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1. Zusammenfassung 

Das Auge ist ein hochkomplexes Organ, das als sensorisches System die Fähigkeit hat, Lichtreize aus 

der Umwelt wahrzunehmen. Die Aufrechterhaltung der Sehfunktion durch eine geeignete 

Mikroumgebung im Auge wird durch Barrieren sichergestellt. Eine dieser Barrieren ist die äußere Blut-

Retina-Schranke (oBRB). Diese wird durch das Retinale Pigmentepithel (RPE), einem polarisierten 

Epithel aus hexagonalen Zellen, gebildet. Tight Junctions verbinden die RPE-Zellen und separieren 

dadurch die neuronale Retina vom darunterliegenden fenestrierten Choroid, das als endotheliale 

Gefäßstruktur die äußere Retina über das Blut versorgt. Veränderungen der Barriereintegrität des RPEs 

führen zu dessen Funktionsbeeinträchtigung und der Pathogenese degenerativer retinaler 

Erkrankungen. Die altersbedingte Makuladegeneration (AMD) ist dabei als komplexe 

Augenerkrankung weltweit die Hauptursache für den Sehverlust älterer Menschen, weshalb der Bedarf 

an der Entwicklung von Therapien zur Behandlung hoch ist. Da die direkte Untersuchung am Patienten 

nur begrenzt möglich ist, stellt sich die Evaluation der Wirksamkeit neuer Medikamente bei der 

Arzneimittelentwicklung als problematisch dar. Da die Zellen im menschlichen Körper in einer 

dreidimensionalen (3D) Umgebung angeordnet sind und mit der umgebenden extrazellulären Matrix 

sowie mit anderen Zellen interagieren, rekapituliert die zweidimensionale Zellkultur die in vivo 

Situation nicht vollständig. Das Tissue Engineering hat sich durch die Etablierung dreidimensionaler 

Zellkulturmodelle die in vivo ähnliche Rekonstruktion von Geweben zum Ziel gesetzt. Organ-on-chip 

Systeme dienen der Nachbildung funktioneller Gewebeeinheiten auf Trägermaterialien und bieten 

großes Potenzial zur Untersuchung neuer Wirkstoffe. Dabei stellt vor allem die Differenzierung von 

Stammzellen eine vielversprechende Möglichkeit zur Erforschung biologischer Zusammenhänge und 

der Untersuchung retinaler Erkrankungen dar.  

Das Ziel der vorliegenden Arbeit bestand in der Entwicklung eines in vitro Modells der äußeren Blut-

Retina-Schranke durch die Kombination neuer Stammzelltechnologien und Hydrogele. Embryonale 

Stammzellen gelten heutzutage als wichtiges Forschungswerkzeug, da sie die Fähigkeit besitzen sich in 

Zellen aller drei Keimblätter zu differenzieren, aber in einem undifferenzierten, pluripotenten Zustand 

in Kultur gehalten werden können. Murine embryonale Stammzellen (mESC) wurden zur 

Differenzierung des RPEs eingesetzt, wobei zunächst deren Pluripotenz validiert wurde. Es ist bekannt, 

dass äußere Faktoren die Differenzierung beeinflussen, weshalb für die mESC geeignete Kultivierungs- 

und Differenzierungsbedingungen identifiziert wurden. Entgegen herkömmlicher Methoden wurde bei 

der Differenzierung von funktionellem RPE die serum-free floating culture of embryoid body-like 

aggregates with quick reaggregation (SFEBq) Methode nach Iwasaki et al. zur Generierung retinaler 

Organoide eingesetzt. Nach 18 Differenzierungstagen konnte die erfolgreiche Differenzierung der 

mESC zu funktionellem RPE durch Analyse der Viabilität und der Genexpression bestätigt werden. 
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Neben der erfolgreichen Differenzierung von murinem RPE konnte für die anschließende 

Rekonstruktion der oBRB retinales Endothel etabliert werden. Da bekannt ist, dass die Oberfläche 

Einfluss auf die Zelladhäsion hat, wurden die Zellkulturmaterialien mit unterschiedlichen Proteinen der 

Extrazellulären Matrix (EZM) beschichtet, wodurch die Adhäsion der Endothelzellen verstärkt wurde. 

Die oBRB konnte anschließend nach der Identifikation eines geeigneten Mediums zur Ko-Kultivierung 

von RPE und Endothelzellen in einem Transwell System etabliert werden. Eine funktionale oBRB 

zeichnet sich vor allem durch den vom RPE kontrollierten Transport an Ionen, Wasser und 

metabolischen Produkten zwischen dem subretinalen Raum und dem Blut aus. Die Barriereintegrität 

der etablierten Ko-Kultur aus differenziertem RPE und retinalen Endothelzellen konnte anhand eines 

Permeabilitätsassays und dem Messen des transepithelialen elektrischen Widerstands (TEER) validiert 

werden. Zusätzlich wurde der Einfluss hypoxischer Bedingungen auf die Barriereintegrität des RPEs in 

der etablierten Ko-Kultur untersucht, da oxidativer Stress bei der Pathogenese von AMD eine Rolle 

spielt. Um die wichtigen strukturellen, funktionellen, biochemischen und mechanischen Merkmale der 

oBRB vollständig rekapitulieren zu können, wurden Organ-on-chip Systeme als vaskularisierte in vitro 

Modellsysteme eingesetzt. Mit Hilfe des Organ-on-chip Systems können dynamische Prozesse wie der 

Blutfluss realisiert werden. Der in der Arbeitsgruppe Schepers (IFG, KIT) entwickelte vasQchip ist solch 

ein Organ-on-chip System, in dem das retinale Endothel erfolgreich im Mikrokanal etabliert werden 

konnte. Es konnte gezeigt werden, dass sich Oberflächenbeschichtungen im Vergleich zur statischen 

2D Kultivierung unterschiedlich gut eignen und die Mikrofluidik die Genexpression der Zell-Zell-

Verbindungen positiv beeinflusst. Für eine 3D Kultivierung des RPEs wurden natürliche Hydrogele als 

geeignetes EZM-Analog identifiziert. Das in der Arbeitsgruppe Huang entwickelte, Hydrogel-basierte 

HB-flow System besteht im Gegensatz zum vasQchip nur aus Hydrogel als Grundgerüst. Dabei konnte 

das semi-synthetische Hydrogel GelMA als geeignetes Stützmaterial für das Erstellen des Mikrokanals 

definiert werden. Durch extrusionsbasierte 3D Drucktechniken konnte zudem ein Mikrokanal im HB-

flow System generiert werden, in dem die Kultivierung eines vaskularisierten retinalen Endothels 

möglich war. Die Kombination von GelMA und natürlichen Hydrogelen hat erste vielversprechende 

Ergebnisse bei der Ko-Kultivierung von retinalem Endothel im Mikrokanal und RPE auf der 

Hydrogeloberfläche erzielt, wobei die Möglichkeit einer mikrofluidischen Kultivierung besteht. 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Kombination verschiedener Methoden aus 

dem Tissue Engineering großes Potential für die Entwicklung retinaler, vaskularisierter Gewebe bietet. 

Durch die erfolgreiche Ko-Kultivierung von differenziertem RPE und retinalen Endothelzellen konnte 

ein funktionales Modell der oBRB etabliert werden. Der Einsatz von Hydrogelen zur Nachahmung der 

EZM erlaubte die Nachbildung des Choroids in einem dreidimensionalen, vaskularisierten Mikrokanal 

eines Organ-on-chip Systems. Der Einsatz dieser Organ-on-chip-Systeme kann zukünftig der 

Identifikation von Arzneimitteln und der Behandlung von schweren retinalen Erkrankungen dienen. 
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2. Einleitung 

2.1 Tissue Engineering 

Das Versagen oder der Verlust von Organen oder Geweben ist ein häufig auftretendes, gravierendes 

und gleichzeitig kostspieliges Problem im Gesundheitswesen[1]. Gerade auf dem Gebiet der 

Transplantationsmedizin fehlt es seit Jahren an Spenderorganen und Ersatzgeweben. Neue Ansätze, 

diese Missstände zu beheben, bietet seit einigen Jahren das Tissue Engineering. Das Tissue Engineering 

stellt ein interdisziplinäres Feld der Ingenieurs- und Biowissenschaften dar und hat zum Ziel 

Technologien zu schaffen, die es erlauben Gewebe und Organe sowie biologische Ersatzteile zu 

generieren, die keiner Limitierung mehr unterliegen. Dabei können Probleme bei Transplantationen, 

wie z.B. eine lebenslange Immunsuppression zur Verhinderung der Abstoßung fremder Gewebe durch 

die Verwendung körpereigener Zellen umgangen werden [2]; [3]. Das Tissue Engineering macht sich die 

Entwicklung biologischer Ersatzstoffe zu Nutze, [4]; [5] manipuliert gezielt Zellen für eventuelle 

Ersatztherapien, setzt natürliche oder synthetische Gerüstmaterialien ein und verwendet bioaktive 

Moleküle, um Gewebe außerhalb des Körpers zu rekonstruieren. Die Nachahmung der natürlichen 

biologischen Umgebung steht bei der Herstellung intakter Gewebe- und Organ-Konstrukte im 

Vordergrund [2], weshalb die Zellen typischerweise in einer Matrix eingebettet werden [4] [2] [6]. Die 

Matrix dient den Zellen als strukturelle Unterstützung für die Zellanhaftung und anschließende 

Gewebeentwicklung und besteht typischerweise aus gentechnisch hergestellten biokompatiblen 

Polymeren oder natürlich vorkommenden EZM Proteinen [7]. Das allumfassende Ziel des Tissue 

Engineerings ist die Verwendung patienteneigener Zellen zur Rekonstruktion komplexer Organe mit 

biotechnologisch erzeugtem transplantierbarem Material [2]. Dazu steht insbesondere die Verwendung 

von patienteneigenem Material wie beispielsweise entnommene somatische Primärzellen im 

Vordergrund, aber auch differenzierte adulte Zellen oder undifferenzierte Vorläuferzellen sowie 

Stammzellen werden verwendet [8]; [2]. Obwohl adulte Primärzellen aus Biopsien leicht zu isolieren sind 

und den Vorteil haben sich in einem ausdifferenzierten, funktionsfähigen Stadium zu befinden, weisen 

sie nur eine begrenzte Lebensdauer auf sobald sie aus ihrer nativen Umgebung entfernt wurden [9] [2]. 

Auch die Proliferation der Zellen wird in der Regel eingestellt, wodurch die isolierte Menge an Zellen 

nach der Explantation für eine Organrekonstruktion oftmals nicht ausreicht. Aufgrund dessen richtet 

sich die Aufmerksamkeit verstärkt auf die Verwendung von Stammzellen [4], da diese in der Lage sind 

sich selbst zu erneuern [9] [2]. Embryonale Stammzellen beispielsweise werden während des 

Blastozystenstadiums aus der inneren Zellmasse des Embryos isoliert [10] und können auch in vitro in 

Zelltypen aller 3 Keimblätter differenziert werden. In der Zellkultur können die embryonalen 

Stammzellen über lange Kulturperioden aufrechterhalten werden [4]. Vor allem in der Regenerativen 

Medizin werden Kombinationen aus embryonalen Stammzellen, Gerüstmaterialien und 
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Wachstumsfaktoren für den Regenerationsprozess verwendet [11][12]. Der Stammzellpool mit 

unbeschränkter Pluripotenz beschränkt sich jedoch auf embryonale Stammzellen. Heute ist die 

Gewinnung embryonaler Stammzellen umstritten, weshalb der Fokus auf dem Generieren neuartiger 

adulter pluripotenter Stammzellen durch die Reprogrammierung adulter somatischer Zellen liegt [13][2].  

Außerdem kann das Tissue Engineering durch den Einsatz menschlicher Zellen die Lücke zwischen 

Tierversuchen und klinischen Studien in der Arzneimittelforschung schließen, indem neue Wirkstoffe 

identifiziert und vorklinische Screenings durchgeführt werden können [14][15]. Auch wenn Tiermodelle 

in der Erforschung menschlicher Krankheiten als wichtige Forschungsmethode angesehen werden, 

bringen diese insbesondere auf ethischer Ebene viele Fragen mit sich. Das 3R-Prinzip (replace, reduce, 

refine) der Vermeidung, Reduktion und Verbesserung von Tierversuchen wird deshalb durch das Tissue 

Engineering gestärkt [16]. 

 

2.1.1 Von der 2D zur 3D Zellkultur 

Vor fast einem Jahrhundert wurden die ersten zweidimensionalen (2D) in vitro Modelle zur 

Kultivierung von Zellen entwickelt [17]; [18]. Eine 2D-Zellkultur definiert sich durch das Wachstum von 

Zellen auf einer ebenen Fläche, wodurch die Möglichkeit zur Untersuchung der physiologischen und 

pathologischen Zellaktivitäten außerhalb des Organismus besteht [18]; [19]. Dabei stellt die 2D 

Zellkultivierung eine sehr einfache, kostengünstige und reproduzierbare Methode dar. Mit 

zunehmendem Verständnis der Zellmikroumgebung [20]; [19] hat sich jedoch gezeigt, dass eine 2D 

Zellkultur die gewebespezifischen Eigenschaften und Funktionen vieler Zelltypen nicht vollständig 

rekapitulieren kann, da die natürliche Mikroumgebung nicht vollumfänglich widergespiegelt wird [21]; 

[19]; [18][22]; [19]. Im Organismus selbst bestehen Gewebe aus einer Vielzahl verschiedener Zellen, die durch 

zahlreiche Zell-Zell- sowie Zell-Matrix-Kontakte in einer 3D Umgebung miteinander in Verbindung 

stehen [23]; [18][24]; [25]. Die für die Gewebe charakteristischen und morphologischen [26] Eigenschaften 

können während einer 2D Zellkultivierung aufgrund von Zelldifferenzierungen oftmals verloren gehen 

[27] [21] [28][29][30] [25]. Auch die Polarität [31], der Stoffwechsel [27] sowie die Proliferation der Zellen [23]; [32] 

werden durch das Einbringen in eine neue Mikroumgebung beeinflusst. [33][34][35] Die Zellviabilität[19] 

sowie die Funktionalität und das Expressionsmuster der Zellen [36] können sich durch die fehlende 

Interaktion mit anderen Zellen und der extrazellulären Matrix [37]; [38] ebenfalls ändern. [39] Die 

Bereitstellung einer gewebetypischen Mikroumgebung ist somit für den Erhalt der Zellfunktionalität 

von großer Bedeutung.[40] Wissenschaftler haben während der letzten Jahrzehnte verschiedene 3D-

Kulturtechniken entwickelt, um die räumliche und chemische Komplexität lebender Gewebe besser 

widerzuspiegeln (Abbildung 1).[19][41][42] Eine Möglichkeit zur Darstellung einer 3D Mikroumgebung 

besteht in dem Einbringen von Zellen in Gerüststrukturen, die der EZM in vivo ähneln. [43]; [44] Diese 

basieren meist auf Hydrogelen, die entweder aus natürlichen extrazellulären Matrixmolekülen oder 
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synthetischen Polymeren bestehen (Abbildung B). Eine weitere Form der 3D Zellkultivierung stellen 

Sphäroide dar, die durch Selbst-Assemblierung kugelförmige Zellaggregate bilden (Abbildung C). [45]; 

[46]. Die multizellulären Sphäroide können für die Vorhersage der Wirksamkeit und Toxizität von 

Arzneimitteln in vivo verwendet und auf unterschiedliche Weise generiert werden [47]. Dabei bilden die 

Zellen aufgrund der fehlenden adhäsiven Wachstumsoberfläche vermehrt interzelluläre Kontakte aus. 

[23]. Für Hochdurchsatzscreenings [48]; [49] wird oftmals die Floating culture Methode eingesetzt, wobei 

sich Sphäroide durch die schwimmende Kultivierung von Zellen in einer low-attachment 

Kultivierungsplatte bilden [50][51]; [52]. In der Krebsforschung werden vorzugsweise mit der Hanging Drop 

[53] Methode gleichmäßige Sphäroide in einem kleinen Volumen generiert [49]; [54]. Auf die korrekte 

Ausbildung und Aufrechterhaltung der Gewebefunktionen haben auch noch Faktoren wie räumlich 

und zeitlich variierende Gradienten [55] sowie Grenzflächen [56] zwischen verschiedenen Strukturen 

einen wichtigen Einfluss. Der Austausch von Signalen und Interaktionen verschiedener Zellen wird in 

Ko-Kulturen [57] durch den Einsatz von porösen Membranen zur Kompartimentierung wie in Transwell-

Systemen ermöglicht (Abbildung D) [58]. Die mechanischen Stimuli, wie die durch den Blutfluss 

erzeugten Scherkräfte [59]; [60], können durch den Einsatz von Organ-on-chip Systemen in Kombination 

mit Pumpen simuliert werden (Abbildung E) [31]; [61]. Diese erlauben eine dynamische, mikrofluidische 

Kultivierung und Vaskularisierung der Zellen und sind in der Lage, Gewebe und Organe sowie deren 

Krankheitsbilder realitätsnah abzubilden [18]; [62]. 

 

 

 

2.1.2 Hydrogele als EZM Analogon 

Für die 3D Zellkultur ist die richtige 3D Matrix ein sehr wichtiger Faktor, der zum Überleben und zur 

korrekten Ausbildung der Zellkontakte notwendig ist. In der natürlichen Umgebung wird diese 

Funktion von der heterogenen und gewebespezifischen Extrazellulären Matrix (EZM) übernommen. 

Die EZM ist eine in allen Geweben vorhandene azelluläre Komponente, die nicht nur als physikalisches 

Abbildung 1: Darstellung möglicher Kultivierungsmethoden von Zellen in vitro mit unterschiedlicher Komplexität. 
A) Die 2D Kultivierungvon Zellen findet auf einer planaren Oberfläche statt. B) Hydrogele als dreidimensionale 
Matrix bieten den Zellen ein EZM-Analog. C) Sphäroide stellen eine weitere Form der 3D Zellkultivierung dar. D) 
Poröse Membranen als Grenzfläche wie in Transwellsystemen erlauben eine Ko-Kultivierung von Zellen. E) Die 
Mikrofluidische Kultivierung wie in Organ-on-chip Systemen spiegelt zusätzlich mechanische Stimuli wieder. 
Modifiziert nach Pfister [63]  
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Gerüst eine entscheidende Rolle spielt, sondern auch die für die Gewebemorphogenese [64], Adhäsion 

[65], Migration [66], Proliferation [67], Differenzierung [37] und Homöostase [68] des Gewebes erforderlichen 

biochemischen und biomechanischen Signalwege moduliert [43]. Die extrazelluläre Matrix ist aus einer 

komplexen Mischung an Kollagenen, Elastin, Proteoglykanen und nicht-kollagenen Glykoproteinen 

zusammengesetzt und bildet organspezifisch ein komplexes, dreidimensionales Netzwerk zwischen 

den Zellen verschiedener Gewebe [69]. Die EZM wird aufgrund ihrer Zellinteraktion und Signalerzeugung 

als dynamische Struktur verstanden, der es möglich ist, das Zellverhalten zu steuern [70]. Hydrogele 

sind, aufgrund ihrer Ähnlichkeiten mit der natürlichen extrazellulären Matrix sowie der Möglichkeit 

ihre physikalischen und biochemischen Parameter zu kontrollieren, ideal für die Einbettung von Zellen 

[71]. Als Hydrogele werden vernetzte hydrophile Polymere bezeichnet, die eine wichtige Klasse an 

Biomaterialien in der Biotechnologie und Medizin darstellen [72]. Neben den natürlichen EZM 

Bestandteilen gibt es eine große Anzahl an biobasierten Hydrogelen. Diese können aufgrund ihrer 

Ähnlichkeiten mit der natürlichen EZM sowie der Kontrolle physikalischer und biochemischer 

Parameter bei der Einbettung von Zellen als Gerüststruktur oder zur Rekonstruktion perfundierbarer 

vaskulärer Netzwerke dienen [73]. Sie zeichnen sich vor allem durch die Fähigkeit aus, große Mengen 

an Wasser (bis zu 99 % ihrer Masse) aufzunehmen, ohne sich aufzulösen und ähneln damit natürlichen 

Gerüststrukturen [74]. Verantwortlich für die Aufnahme des Wassers sind im Hydrogel vorhandene 

hydrophile Gruppen [75]. Durch ihre hohe Biokompatibilität verursachen Hydrogele [76] zudem nur 

minimale Entzündungsreaktionen im Organismus [77][78] [79] [72]. Um eine ausreichende Versorgung der 

Zellen im Hydrogel mit Sauerstoff, Nährstoffen und anderen wasserlöslichen Metaboliten zu 

gewährleisten, müssen die Porengröße, Porenverteilung und Porenverbindungen berücksichtigt 

werden [72]; [80]. Der regulierbare Porositätsgrad nimmt einen erheblichen Einfluss auf die mechanischen 

Eigenschaften des Hydrogels, welches mit zunehmender Porosität weicher wird [81]. Aufgrund dieser 

Eigenschaften eigenen sich photopolymerisierte Hydrogele für den Einsatz einer Vielzahl an 

biomedizinischen Anwendungen [82]; [83]; [23]; [84]; [40]; [49]; [85]; [86]; [72] Hydrogele können basierend auf dem 

Polymerursprung in natürliche [87], synthetische [75] und semisynthetische [88] Hydrogele unterteilt 

werden [89]. Zu den aus lebenden Organismen gewonnenen natürlichen Polymeren oder 

Makromolekülen zählen unter anderem Kollagen, Gelatine, Fibrin, Elastin, Chitosan, Alginat, 

Hyaluronsäure und dezellularisierte EZM [87]. Die enthaltenen RGD-Sequenzen (Arginin-Glycin-

Asparaginsäure) spielen dabei eine große Rolle bei der Zelladhäsion [90] [74]. Trotz ihrer hohen 

Biokompatibilität aufgrund der vorhandenen bioaktiven Motive für Zell-Matrix-Wechselwirkungen 

weisen natürliche Hydrogele eine geringe mechanische Stabilität auf. Zudem ist die Kontrolle der 

Materialeigenschaften aufgrund von Chargen-Variationen schwierig [74]; [91]; [92]. Synthetische Polymere 

wie Polyethylenglykol (PEG) [93] weisen vergleichsweise eine geringere Biokompatibilität auf [88], sind 

aufgrund ihrer einstellbaren mechanischen Eigenschaften aber besser reproduzierbar und können 
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leicht in großem Maßstab synthetisiert werden [75]; [72]. Semi-synthetische Hydrogele, wie das 

photovernetzbare Gelatinederivat Gelatine-Methacrylat (GelMA) [94], stellen eine Kombination aus 

natürlichen und synthetischen Komponenten dar. Dabei werden natürliche Polymere chemisch 

modifiziert und vereinen somit die bioaktiven Eigenschaften natürlicher Materialien und die variablen 

mechanischen Eigenschaften synthetischer Materialien [95][96]; [90]. Durch den Einsatz von 

Photoinitiatoren und unter Verwendung von Licht einer spezifischen Wellenlänge können diese 

Monomere durch radikalische Polymerisation schnell und kontrolliert in eine vernetzte 

Hydrogelstruktur umgewandelt werden [72]; [97]. Photoinitiatoren sind chemische Verbindungen, die in 

einer Photolysereaktion zerfallen, wobei reaktive Spezies gebildet werden, die die Polymerisation der 

Hydrogele initiieren [98]. Vor Anwendung sollte daher die Biokompatibilität, Wasserlöslichkeit, Stabilität 

und Zytotoxizität des Photoinitators berücksichtigt werden [99]; [72]. Neben den klassischen 

Methacrylaten und den Acrylaten gibt es eine Plethora an verschiedenen Modifikationen, die eine 

Polymerisation von solchen semisynthetischen Hydrogelen erlauben. Hierbei sind die ultraschnell 

aushärtenden Gele auf der Basis der Thiol-En-Chemie hier hervorzuheben. Die Thiol-En-

Photopolymerisation bietet, wie bei der Vernetzung von Gelatine mit Norbonengruppen und 

thiolierter Gelatine (GelN/S), ein einfaches Mittel zur Abstimmung biochemischer und mechanischer 

Eigenschaften [100]; [101]. Aufgrund der schnellen und orthogonalen Reaktion zwischen den Alken- und 

Thiol-Funktionalitäten wird diese als Klick-Reaktion angesehen, [74] da die Reaktion räumlich und 

zeitlich steuerbar und ohne schädliche Nebenprodukte abläuft [102]. Die durch schrittweises 

Kettenwachstum entstehenden Thiol-En-Netzwerke sind homogener und haben eine höhere 

Umwandlung funktioneller Gruppen im Vergleich zu Hydrogelen auf Basis einer 

Kettenwachstumspolymerisation [74][103].  

 

2.1.3 3D Bioprinting 

Die zuvor beschriebenen Hydrogele bilden das Grundgerüst für viele additive Verfahren im Tissue 

Engineering. Ein Verfahren, das dabei besonders hervorsticht ist das 3D-Bioprinting. Es stellt eine 

Unterkategorie der additiven Fertigung dar und wird definiert als das Drucken von spezifischen 

Geometrien auf ein Substrat unter Verwendung lebensfähiger Zellen, Biomaterialien und biologischer 

Moleküle als Tinte [104] [105]; [106]. Bei dem computergesteuerten Prozess werden durch das Drucken von 

aufeinanderfolgenden Materialschichten anatomisch genaue 3D-Objekte generiert [107] [108]. Vor allem 

die Integration des 3D-Drucks im Bereich des Tissue Engineerings ebnet den Weg für viele innovative 

Lösungen aktueller biomedizinischer Herausforderungen [109]. Im Gegensatz zu herkömmlichen 

Fertigungsmethoden setzt der 3D-Druck der Geometriekomplexität eines Objekts praktisch keine 

Grenzen [110] und gewährleistet eine hohe Reproduzierbarkeit sowie präzise Kontrolle über die 

hergestellten Konstrukte [111]. Hydrogele sind eine Schlüsselkomponente des Erfolgs für das sich 
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heutzutage rasant entwickelnde 3D Bioprinting. [112] Hydrogele dienen hier als Biotinte zur Erstellung 

der Gewebekonstrukte und können mit oder ohne lebende Zellen verdruckt werden [109]. Die Biotinte 

kann dabei während oder unmittelbar nach dem Druckprozess vernetzt werden [113]; [111]. Eine 

geeignete Biotinte sollte die entsprechenden mechanischen, rheologischen und biologischen 

Eigenschaften des Zielgewebes besitzen, um die Funktionalität der biogedruckten Gewebe und Organe 

zu gewährleisten. Die Auswahl der Biotinte hängt neben der Art der Anwendung auch von den 

verwendeten Zellen sowie dem Bioprinter ab [111]; [114]. Das Bioprinting lässt sich technisch gesehen in 

Inkjet Bioprinting, extrusionsbasiertes Bioprinting und Lasergestützes Bioprinting unterteilen [115]. Der 

Extrusionsdruck ist die am weitesten verbreitete 3D-Bioprinting Methode, bei der mittels 

pneumatischer oder mechanischer Kräfte ein gewisses Volumen an Biotinte durch eine Nadel 

kontinuierlich extrudiert wird [104]; [115]; [105]. Der wesentliche Vorteil des extrusionsbasierten 3D-

Bioprinting besteht darin, dass hohe Zelldichten in viskosen Lösungen verdruckt werden können [106]; 

[113]. Die Auflösung ist mit einer minimalen Strukturgröße von etwa 100 µm zwar im Vergleich zu 

anderen Drucktechniken geringer [116], die hohe Strukturintegrität der Filamente erlaubt jedoch ein 

einfaches Herstellen stabiler Gewebestrukturen [117]. Bioprinting-Techniken wurden schon, neben dem 

eigentlichen Ziel der Herstellung ganzer Ersatzorgane auch zur Erzeugung mikrovaskulärer Strukturen 

und mikrofluidischer Organ-on-chip Systemen eingesetzt. Sie haben das Potenzial, als 

Prävaskularisierungsschritt vor der Implantation Endothelzellen innerhalb von 3D-Strukturen präzise 

zu positionieren [113]; [118][115]. 

 

2.1.4 Organ-on-chip Systeme 

Organ-on-chip Systeme sind mikrofluidische Zellkultursysteme welche die physikalisch-chemische 

Mikroumgebung von Geweben im menschlichen Körper unter kontrollierbaren Bedingungen 

widerspiegeln [61][119]. Sie rekapitulieren eine multizelluläre Gewebearchitektur durch den Einsatz 

lebender Zellen. Dabei können wichtige strukturelle, funktionelle, biochemische und mechanische 

Merkmale lebender Gewebe und Organe in einem einzigen System simuliert werden. [31] Je nach 

Fragestellung kann die Komplexität dieser Systeme angepasst werden, indem systematisch Zelltypen 

und physikalisch-chemische Parameter der Gewebemikroumgebung kontrolliert verändert werden[61]. 

Die einfachsten Systeme bestehen aus einem perfundierbaren Mikrokanal der mit Endothelzellen 

ausgekleidet ist [120]–[123][124]. Dabei ist Polydimethylsiloxan (PDMS) als polymeres, synthetisches 

Elastomer, das am häufigsten verwendete Trägermaterial bei der Herstellung von Organchips [61]. Der 

am Karlsruher Institut für Technologie entwickelte vasQchip ist ein Organ-on-chip System mit 

halbrundem Mikrokanal als zentralem Element zur Nachbildung eines artifiziellen Blutgefäßes [125]. Das 

umgebende Kompartiment dient zur Kultivierung von organotypischen 3D Geweben, wobei eine 

poröse Polycarbonat (PC)-Membran als Basalmembran des Blutgefäßkanals fungiert. Diese poröse 
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Grenzfläche erlaubt einen Austausch zwischen den Zellen der unterschiedlichen Kompartimente. [125] 

Die PC-Membran wird mit dem Track-Etch Verfahren behandelt, wobei durch Schwerionenbeschuss 

eine latente Ionenspur erzeugt wird, die anschließend durch Ätzen freigestellt wird. Der 

Porendurchmesser ist variabel und kann durch die Ätzdauer und -temperatur sowie durch die 

Konzentration der Ätzlösung kontrolliert beeinflusst werden [126]. Die typische Blutkanalstruktur erhält 

die Membran durch ein sogenanntes Mikrothermoformverfahren, in dem die Mikrokanäle durch Druck 

und Hitze geformt werden [127]. Das Verbinden des Mikrokanals mit Pumpensystemen ermöglicht eine 

mikrofluidische Kultivierung der Zellen. Dabei führen die entstehenden Scherkräfte des artifiziellen 

Blutstroms eine charakteristische Ausrichtung der Zellen, ähnlich wie im lebenden Organismus, herbei 

(Abbildung 2) [128]; [129]. Durch die Mikrofluidik können chemische Gradienten erzeugt werden, oder 

Zellen unter kontinuierlicher Perfusion kultiviert werden. Dabei beeinflusst die mikrofluidische 

Kultivierung unter anderem das Zellverhalten und deren Entwicklung, deren Metabolismus sowie die 

zelluläre Mikroumgebung [130].  

 

 

 

Um auf die Gegebenheiten der Mikroumgebungen verschiedener Gewebe eingehen zu können, ist 

eine schnelle und einfache Anpassung der Organ-on-chip Gerüststruktur von Vorteil [131]; [132]; [73]. 

Hydrogel-basierte Organ-on-chip Systeme wie das in der Arbeitsgruppe Huang (University of 

Cambridge, UK) entwickelte Hydrogel-basierte (HB)-flow System haben den Vorteil, dass sie ohne 

Trägermaterial hergestellt werden können. Die Fertigung des Mikrokanals kann durch einfache 

mechanische Methoden oder durch 3D Drucken eines Opfermaterials erfolgen. Aufgrund der 

Hydrogelstützstruktur ist die Erzeugung komplexerer Geometrien im Organ-on-chip System schnell 

Abbildung 2: Der vasQchips als Beispiel für ein Organ-on-chip System mit einem Trägermaterial aus 
Polymethylmethacrylat (PMMA). A) Die PC-Membran wurde mit Schwerionen beschossenen, um eine latente 
Ionenspur zu erzeugen. Durch Druck und Temperatur wurde die PC-Membran in die gewünschte Form gebracht. 
Durch nasschemisches Ätzen mit NaOH wurde die latenten Ionenspur auf der PC-Membran zu Poren geöffnet. 
Die Mikrokanäle wurden auf einen PDMS Bock aufgebracht und mit einem Deckglas verschlossen. B) Durch das 
verbinden des vasQchips mit einem Pumpensystem war eine mikrofluidische Kultivierung der Zellen möglich. C) 
Das rekonstruierte Gewebe konnte für biologische Anwendungen verwendet werden. Modifiziert nach Kappings 
[125] 
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und unkompliziert, wobei der im Hydrogel befindliche Mikrokanal perfundierbar ist [133]. Zudem 

eröffnet das Hydrogel-basierte Gewebe aufgrund seiner Biokompatibilität die Möglichkeit einer 

direkten Transplantation in den lebenden Organismus [134]; [87]; [135]. Das Vorhandensein mehrerer 

Mikrokanäle in Organ-on-chip Systemen simuliert eine Schnittstelle zwischen verschiedenen Zellen 

gleicher oder unterschiedlicher Gewebe [124]. Insgesamt wird durch Organ-on-chip Systeme eine in vivo 

ähnliche physiologische Umgebung bereitgestellt. Dabei können durch eine hochauflösende Echtzeit-

Bildgebung und in vitro Analyse biochemische, genetische und metabolische Aktivitäten lebender 

Zellen in einem funktionellen Gewebe- und Organkontext untersucht werden [31]; [125]. Die Organ-on-

chip Systeme weisen damit großes Potential bei der Entwicklung menschlicher Gewebemodelle für 

Krankheitsmodellierungen und Arzneimitteltests auf [136]. Heutzutage sind Organmodelle der Lunge 

[137], der Leber [138], der Haut [139], der Niere [140], des Darms [141], des Herzens [142] und der Blut-Hirn-

Schranke [143] auf mikrofluidischen Organ-on-chip Systemen verfügbar [144]; [61]; [125]. Auch bei der 

Nachbildung der Blut-Retina-Schranke wurden Fortschritte, hin zu einer nahezu vollständigen 

Rekonstruktion, erzielt [124]; [145]; [146]. 

 

2.2 Die Retina 

Gerade die Retina rückt heutzutage auch in den Fokus für Organ-on-chip Systeme, da einige 

Krankheitsbilder zur Degenerierung der Retina führen und damit die Verschlechterung des 

Sehvermögens einhergeht. Das Auge dient als sensorisches System der Fähigkeit Informationen aus 

der Umwelt wahrzunehmen [147]. Dabei teilen alle Wirbeltiere einen grundlegenden Aufbau der Retina 

(Abbildung 3) [148].  
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Dabei sind die empfindlichen retinalen neuronalen Zellen durch die innere Blut-Retina-Schranke (iBRB) 

vom zirkulierenden Blut getrennt [149]. Die iBRB wird durch komplexe Tight Junctions [150] zwischen den 

retinalen kapillaren Endothelzellen erzeugt und hält eine stabile ionische Umgebung aufrecht, indem 

sie den unspezifischen Transport zwischen der neuralen Retina und dem zirkulierenden Blut 

einschränkt [149]. Die humane Retina besteht aus fünf Klassen von Neuronen, die vertikal und horizontal 

in Verbindung stehen [151]; [147]. Im horizontalen Weg stehen, zur Bereitstellung von Feedback- und Feed 

forward-Signalen, Horizontale Zellen mit den Photorezeptoren in Verbindung, während die Amakrine 

Zellen eine Verbindung zu Bipolaren- und Ganglion Zellen schaffen. [147] Für das Codieren visueller 

Informationen sind Photorezeptoren verantwortlich, indem sie Lichtenergie in 

Membranpotentialänderungen umwandeln [152]; [148] und die Signale über Axone der retinalen 

Ganglienzellen an das Gehirn weiterleiten [153]; [147]; [63]. Die Photorezeptoren stehen zudem in direktem 

Kontakt mit dem retinalen Pigmentepithel (RPE) [154]. Das RPE ist eine Schicht aus postmitotischen 

Abbildung 3: Rekapitulation der retinalen Zellschichten. Vom inneren Teil der Retina (unten) zum äußeren Teil 
(oben): das Choroid, die Bruch’s Membran, das retinale Pigment Epithel, die Photorezeptoren, die horizontalen 
Zellen, die Bipolaren Zellen, die Amakrine Zellen, die retinale Ganglienzellschicht, sowie die retinalen 
Endothelzellen der Mikrovaskulatur. Die iBRB wird durch die retinale Mikrovaskulatur erzeugt, die oBRB durch 
das RPE. Modifiziert nach Ragelle und Yeste [146]; [56] 
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Zellen und fungiert als vegetativer Regulator der Photorezeptorschicht sowie als selektive Barriere 

zwischen der neuronalen Retina und dem Choroid. [155] Zwischen dem RPE und dem fenestrierten 

Choroid befindet sich die Bruch-Membran, [156]; [157] die als elastin- und kollagenreiche extrazelluläre 

Matrix den wechselseitigen Austausch von Biomolekülen, Nährstoffen, Sauerstoff, Flüssigkeiten und 

Stoffwechselabfallprodukten reguliert [158]; [159]. Das RPE stellt zusammen mit dem Choroid und der 

Bruch-Membran die äußere Blut-Retina-Schranke dar [160]. Insgesamt ist die Retina ein hoch 

metabolisch anspruchsvolles System mit dem höchsten Sauerstoffverbrauch pro Gewichtseinheit 

unter den Geweben [161]; [146]. Während der Bereich der inneren Retina eine niedrige Stoffwechselrate 

aufweist und durch die Zirkulation der retinalen Mikrovaskulatur versorgt wird, zeichnet sich die 

äußere Retina durch einen hohen Sauerstoffverbrauch der Photorezeptoren aus. Dabei wird deren 

Versorgung durch das Choroid gewährleistet [146] [157]; [156]. 

 

2.2.1 Das Choroid 

Bei der Geburt des Menschen beträgt die Dicke des Choroids etwa 200 μm und nimmt während des 

Lebens auf etwa 80 μm ab, [162]; [124] womit es in etwa der Choroiddicke von nichtmenschlichen Primaten 

entspricht [157]. Definiert wird das Choroid als endotheliale Gefäßstruktur, welche die äußere Retina 

über das Blut versorgt [157]. Dabei kleidet ein Endothel die Innenseite der Blutgefäßwände aus und 

reguliert hauptsächlich den Transport gelöster Stoffe und Makromoleküle über die Blutgefäßwand in 

und aus dem Blut [163]; [164]. Zell-Zell-Verbindungen des Endothels, wie die Tight- [165] oder Adherens 

Junctions [166] spielen eine Schlüsselrolle bei der Gewebeintegrität, der Barrierefunktion und der Zell-

Zell-Kommunikation [167][163]. Die Choriokapillaris stellt ein stark verzweigtes Netzwerk aus Kapillaren 

dar, das an der Bruch-Membran anliegt [162]. Die Choriokapillaren weisen beim Menschen mit 20-40 μm 

einen relativ großen Durchmesser auf und besitzen aufgrund des hohen trans-endothelialen 

Transports ein fenestriertes Endothel [157]. Im fenestrierten Endothel ist eine kontinuierliche 

Basalmembran vorhanden, sowie 50-60 nm große transzelluläre Poren welche von der Glykokalyx, die 

membrangebundene negativ geladene Proteoglykane, Glykoproteine, Glykolipide und 

Glykosaminoglykane umfasst, überzogen sind (Abbildung 4) [168]–[170]. Für ein starkes und funktionelles 

Gefäßendothel ist die luminale Oberfläche aller vaskulären Endothelzellen von der endothelialen 

Glykokalyx bedeckt [171]. Aufgrund der negativ geladenen Zuckermoleküle der Glykokalyx werden 

Plasmaproteine des Blutes mit ebenfalls negativer Ladung am Durchdringen der Poren gehindert, 

während Wasser, Peptide, organische Verbindungen und Ionen passieren können [170]. 
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Eine Beeinträchtigung des Sauerstoffflusses vom Choroid zur Retina kann degenerative 

Veränderungen des RPEs und eine Neovaskularisierung des Choroids verursachen [157].  

 

2.2.1.1 Vaskulogenese und Angiogenese 

Als grundlegender Prozess wird die Bildung der Blutgefäße im Organismus über die Vaskulogenese und 

Angiogenese reguliert [172]–[174]. Die Vaskulogenese beginnt mit der Differenzierung mesodermaler 

Angioblasten zu Endothelzellen und der damit einhergehenden Ausbildung eines primitiven 

Gefäßnetzwerks [175]. Unter der Angiogenese wird eine Remodellierung des existierenden 

Gefäßnetzwerkes verstanden, bei der neue Kapillaren aus den bereits bestehenden Blutgefäßen 

gebildet werden [172]; [174]. Während bei der Embryogenese Blutgefäße sowohl durch Vaskulogenese als 

auch durch Angiogenese gebildet werden, erfolgt im erwachsenen Organismus die Bildung neuer 

Blutgefäße hauptsächlich durch Angiogenese und nur unter bestimmten physiologischen 

Bedingungen, wie der Reproduktion oder Wundheilung [174]. Einer der spezifischsten Regulatoren der 

Angiogenese stellt der vaskuläre endotheliale Wachstumsfaktor (VEGF) dar [176], welcher die 

Proliferation und Permeabilität der Endothelzellen reguliert. [177]. Als Reaktion auf solche 

proangiogenen Stimuli aus der Matrix werden die Zell-Zell- und Zell-Matrix-Kontakte der 

Endothelzellen durch Proteasen abgebaut und die Basalmembran degradiert [175]. Durch Proliferation 

und Sprossung bilden die Endothelzellen tubuläre Strukturen in Richtung des angiogenen Signals aus, 

wobei die neuen Blutgefäße nach der Vaskularisierung wieder stabilisiert werden. Eine Dysregulation 

der Angiogenese wird auch mit der Pathogenese zahlreicher Erkrankungen, vor allem in der Retina in 

Verbindung gebracht [174]; [178]; [179]. 

 

Abbildung 4: Endothelarten. Kapillare in verschiedenen Geweben unterscheiden sich in ihrer Permeabilität. A) 
Kontinuierliches Endothel ist in den meisten Arterien, Venen und Kapillaren zu finden, wobei die Endothelzellen 
durch Tight Junctions verbunden und an einer kontinuierlichen Basalmembran verankert werden. B) Das 
fenestrierte Endothel ist mit einer kontinuierlichen Basalmembran assoziiert und zeichnet sich durch das 
Vorhandensein von transzellulären 50-60 nm breiten Poren aus, die lediglich von der Glykokalyx überzogen sind. 
C) Ein diskontinuierliches Endothel ist aufgrund des hohen parazellulären Transports mit einer weniger 
strukturierten Basalmembran und mit Poren bis zu 200 µm assoziiert [170]; [169]. Modifiziert nach Hoffman [80] 
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2.2.2 Retinales Pigmentepithel (RPE)  

In Anbetracht der durch Angiogenese hervorgerufenen retinalen Erkrankungen, ist die Bedeutung der 

regulierten Produktion von angiogenen Wachstumsfaktoren und angiogenen Reaktionen der 

Choriokapillaris durch die Integrität des retinalen Pigmentepithels (RPE) groß [180]. Das RPE regulieret 

die Umgebung der äußeren Retina, indem es eine dichte Barriere zwischen dem Blut und der 

neuronalen Retina bildet [181]; [182]. Dabei sind die hexagonalen Zellen der polarisierten RPE- Zellschicht 

durch Tight Junctions verbunden [183]. Wie die neuronale Retina, ist das RPE ein Derivat des optischen 

Neuroepithels, das im vorderen Neuroektoderm spezifiziert wird [184]; [185]. Während der embryonalen 

Augenentwicklung invaginiert das Augenfeld und komplexe Gewebewechselwirkungen leiten unter 

Regulation des Rx Transkriptionsfaktors [186] die Spezifikation und Differenzierung von Retina, RPE, 

Sehnerv und der Linse ein [187]. Dabei ist die basolaterale Membran des RPEs durch die Bruch-Membran 

von dem fenestrierten Choroid getrennt [188]. Die apikale Seite der RPE-Zellen weist lange Mikrovilli auf, 

in deren Zwischenräumen sich die äußeren Segmente der Photorezeptoren befinden [189]. 

 

2.2.2.1 Funktionen des RPEs 

Das RPE ist mit einer Vielzahl an Funktionen verbunden, um die Sehfunktion aufrechtzuerhalten [190] 

[188] (Abbildung 5). Die Lichtenergie wird von der Linse auf der Retina gebündelt und von der 

pigmentierten Zellschicht des RPEs absorbiert [188]. Das RPE enthält eine komplexe Zusammensetzung 

verschiedener Pigmente für unterschiedliche Wellenlängen. Melanosome sind zytoplasmatische 

Granula, die sich auf der apikalen Seite des RPEs konzentrieren und das namensgebende Pigment 

Melanin beinhalten [191]; [188]. Besonders Licht mit einer Wellenlänge im blauen Bereich kann zu Schäden 

in den RPE-Zellen führen, da es die Photooxidation von Lipofuszin-Bestandteilen zu zelltoxischen 

Substanzen ermöglicht. Vor allem im höheren Alter erreicht das Pigment Lipofuszin aufgrund seiner 

lebenslangen Akkumulation eine toxische Konzentration [192]; [188].  
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Eine Akkumulation lichtgeschädigter Proteine und Lipide ist aufgrund deren Aussetzung intensiven 

Lichts in den Photorezeptoren zu finden. Im Laufe eines Tages nimmt die Konzentration der vom Licht 

induzierten toxischen Substanzen zu, da Retinal, der lichtempfindliche Teil des Rhodopsin Moleküls, 

selbst photooxidative Radikale erzeugt [188]; [193]. Aufgrund ihrer hohen Konzentration an Radikalen, 

lichtgeschädigten Proteinen und Lipiden, unterliegen die äußeren Segmente der Photorezeptoren 

(photoreceptor outer segments; POS) einem ständigen Erneuerungsprozess. Um die Funktionsfähigkeit 

der Photorezeptor-vermittelten Lichttransduktion zu gewährleisten werden POS abgegeben und durch 

die Vermittlung der Mertk- und V5-Integrin-Rezeptoren vom RPE internalisiert [188]; [190]; [182]; [194]. Die 

phagozytierten POS werden vom RPE verdaut und wichtige Moleküle wie Retinal oder 

Docosahexaensäure an die Photorezeptoren zurückgeliefert [190]; [188]; [195]. Um eine konstante Länge des 

Photorezeptoren beizubehalten, werden die POS anschließend nachgebildet [188]. Auch während des 

visuellen Zyklus wird Retinal von den Photorezeptoren zum RPE transportiert, wo eine Re-

Isomerisierung zu 11-cis-Retinal stattfindet und ein anschließender Rücktransport zu den 

Photorezeptoren folgt. Nach Umwandlung von Lichtenergie in elektrische Impulse ist es den 

Photorezeptoren aufgrund der fehlenden cis-trans-Isomerase-Funktion nicht möglich selbst all-trans-

Retinal in 11-cis-Retinal zu regenerieren [196]; [188]; [190]. Ionen und Wasser werden ebenfalls vom RPE aus 

dem subretinalen Raum oder der apikalen Seite zur Blut- oder basolateralen Seite transportiert [182]. 

Die RPE-Zellen bilden dabei eine dichte, selektive Barriere zwischen dem subretinalen Raum und der 

Abbildung 5: Funktionen des retinalen Pigmentepithels. Das RPE ist für die Sehfunktion unerlässlich, da es 
verantwortlich ist für die Lichabsorption, die Phagozytose äußerer Photorezeptorsegmente, die 
Aufrechterhaltung des visuellen Zyklus, die Regulation des epithelialen Transports zwischen Choroid und Retina 
sowie der Sekretion wichtiger Faktoren zur Aufrechterhaltung der umgebenden Zellschichten. Die Tight Junctions 
verbinden die RPE-Zellen und generieren damit eine selektive Barriere (oBRB). Modifiziert nach Strauss. [188].  

Melanosom
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Choriokapillaris [197]; [198]; [188]; [199], weshalb der parazelluläre Widerstand deutlich höher als der 

transzelluläre Widerstand ist. Während der Transport von Wasser hauptsächlich durch Cl- und K+ Ionen 

angetrieben wird, liefert die apikal lokalisierte Na-K-ATPase die Energie für den transepithelialen 

Transport [188]; [200]. Zudem enthält das RPE sowohl apikal als auch basolateral große Mengen an Glukose 

Transportern (GLUT), um die Photorezeptoren mit Glucose zu versorgen [188]; [201] Um die 

Aufrechterhaltung der Retina auch über längere Distanzen hinweg zu gewährleisten, sekretiert das RPE 

eine Vielzahl an Wachstumsfaktoren. Auf der apikalen Seite des RPEs wird vor allem der Pigment 

epithelium-derived factor (PEDF) sekretiert, das als neuroprotektiver Faktor die Neuronen vor 

Glutamat- oder Hypoxie-induzierter Apoptose schützt [188]; [190]; [202]. Als antiangiogenetischer Faktor 

hemmt PEDF zudem die Endothelzellproliferation und stabilisiert damit das Endothel der 

Choriokapillaris [203]. Die Sekretion von VEGF auf der basolateralen Seite des RPEs wirkt als 

Permeabilitätsfaktor ebenfalls stabilisierend auf das fenestrierte Endothel des Choroids [204]; [176]; [188]; 

[190].  

 

2.2.2.2 Barrierefunktion des RPEs als äußere Blut-Retina-Schranke 

Das RPE stellt zudem als äußere Blut-Retina-Schranke eine geeignete retinale Mikroumgebung zur 

Aufrechterhaltung der Sehfunktion bereit [146]. Das RPE kontrolliert dabei den Transport von Ionen, 

Wasser und metabolischen Endprodukten aus dem subretinalen Raum ins Blut und versorgt 

umgekehrt die Photorezeptoren mit Nährstoffen aus dem Blut [205][188]; [200]. Die Barriere wird durch die 

Tight Junctions des RPEs gebildet, welche benachbarte Zellen miteinander verbinden und so die 

Zellpolarität durch die Trennung des apikalen und basolateralen Bereichs aufrechterhalten [165]; [206]; 

[198]; [183]. In der oBRB sind die Tight Junctions an der apikalen Oberfläche der RPE-Zellen konzentriert 

[198]; [207] und bestehen überwiegend aus Proteinen der Claudin-Familie, Transmembranproteinen der 

MARVEL-Familie und Junctional Adhesion Molecules (JAMs) [197]. Die Transmembranproteine werden 

von dem zytoplasmatischen Gerüstprotein Zonula Occludens gebunden und am Zytoskelett verankert 

(Abbildung 6) [207]; [208]. 
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Während sich die Tight Junctions im RPE an der apikalen Seite konzentrieren, sind sie bei den 

Endothelzellen zwischen dem apikalen (zum Blut) und basolateralen (zur Retina) Bereich verteilt 

angeordnet [209]. Endothelzellen exprimieren sowohl Adherens- als auch Tight Junctions, die von 

verschiedenen Komponenten gebildet werden. Bei Adherens Junctions wird die Endothelzelladhäsion 

durch vaskuläres Endothel-Cadherin (VE-Cadherin) vermittelt, das mit intrazellulären Proteinen wie β-

Catenin verbunden ist [167]; [210]–[212]; [209]. Bei den Tight Junctions ist die Adhäsion auf Mitglieder der 

Claudin-Familie zurückzuführen, die mit verschiedenen intrazellulären Proteinen wie Zona occludens-

1 (ZO-1) assoziiert sind [213]; [166]; [209]. Andere an der Bildung von Tight Junctions beteiligte 

Adhäsionsproteine sind das integrale Membranprotein Occludin und die Mitglieder des Junctional 

Adhesion Moleküls der JAM Familie [214]; [209]. Das Platelet Endothelial Cell Adhesion Molecule (PECAM 

oder CD31) ist ein Tight Junction assoziiertes Transmembran-Glykoprotein und stellt eine endotheliale 

Verbindungskomponente dar [209]; [215]. Veränderungen des Tight Junction-Komplexes der oBRB 

Abbildung 6 Zell-Zellverbindungen des RPEs und der retinalen Endothelzellen. A) In der oBRB sind die Tight 
Junctions an der apikalen Oberfläche der RPE-Zellen konzentriertund bestehen überwiegend aus Proteinen der 
Claudin-Familie, Transmembranproteinen der MARVEL-Familie und Junctional Adhesion Molecules (JAMs). Die 
Transmembranproteine werden von dem zytoplasmatischen Gerüstprotein Zonula Occludens gebunden und am 
Zytoskelett verankert. B) Während im RPE die Tight Junctions an der apikalen Seite konzentriert sind, sind sie bei 
den Endothelzellen zwischen dem apikalen und basolateralen Bereich verteilt angeordnet. Endothelzellen 
exprimieren sowohl Adherens- als auch Tight Junctions, die von verschiedenen Komponenten gebildet werden. 
Modifiziert nach O’Leary und Campbell [207].  
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resultiert in einer Dysfunktion und führt zu mit Sehverlust einhergehenden retinalen Erkrankungen 

[146].  

 

2.3 Retinale Erkrankungen 

Diese Veränderungen der Barriereintegrität führen zu Funktionsbeeinträchtigungen des RPEs und sind 

mit der Pathogenese von degenerativen retinalen Erkrankungen wie Retinitis pigmentosa [216], der 

Stargardt-Krankheit [217] und der altersbedingten Makuladegeneration (AMD) [218] assoziiert [146]. Eine 

ideale Möglichkeit zur Erforschung retinaler Krankheitsbilder stellen deshalb isolierte und 

differenzierte RPE-Zellen dar [219]. Forschern ist es bereits gelungen humane induzierte pluripotente 

Stammzellen (hiPSC) und embryonale Stammzellen (ESC) außerhalb des Körpers in RPE zu 

differenzieren [220]–[222]. Auch RPE aus iPSC und ESC der Maus konnte bereits erfolgreich differenziert 

werden [42]. Zudem ermöglicht die Rekonstruktion der mit dem RPE assoziierten AMD Pathogenese auf 

Organ-on-chip Systemen die Validierung entsprechender Wirkstoffe zur Behandlung [145]; [223].  

 

2.3.1 Altersbedingte Makuladegeneration (AMD) 

Die altersbedingte Makuladegeneration (AMD) ist als komplexe Augenerkrankung weltweit die 

Hauptursache für den Sehverlust älterer Menschen [224]. Klinisch gesehen kann die AMD in 

unterschiedliche Stadien eingeteilt werden und betrifft zunächst den als Makula bekannten zentralen 

Bereich der Retina [225]. Das späte Stadium der AMD wird dann nochmals in die atrophische Form 

(trockene AMD) und die neovaskuläre Form (feuchte AMD) unterteilt [226]; [218]; [227]. Die trockene AMD 

ist eine chronische Erkrankung, die zu Sehbehinderungen führt und manchmal zu einer schweren 

Erblindung fortschreitet. Im Gegensatz dazu betrifft die feuchte AMD nur 10–15 % der AMD-Patienten, 

ist aber mit einem schweren Sehverlust verbunden [228] [218]; [226]. AMD-Patienten entwickeln 

typischerweise zunächst die trockene Form bevor die feuchte AMD auftritt, da sich in den frühen 

Stadien der asymptomatischen AMD unlösliche extrazelluläre Aggregate, die sogenannten Drusen, in 

der Retina ansammeln [227]; [229]; [230]. Das späte Stadium der trockenen AMD ist gekennzeichnet durch 

die Degenerationsbereiche des RPEs und den darüberliegenden lichtempfindlichen retinalen 

Photorezeptoren. Die feuchte Form der AMD ist im Spätstadium durch choroidale Neovaskularisierung 

(CNV) gekennzeichnet, bei der durch Angiogenese neue Blutgefäße vom Choroid Richtung äußerer 

Retina wachsen (Abbildung 7). [218]; [231]. 
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Mehrere genetische Faktoren, Fettstoffwechsel, oxidativer Stress und Alterung liegen der AMD 

Erkrankung als Ursache zugrunde [226]; [233]. Vor allem die Seneszenz von RPE-Zellen führt dazu, dass die 

antioxidative Kapazität des RPEs abnimmt. Die oxidative Schädigung des RPEs wird hauptsächlich durch 

das Ungleichgewicht zwischen der Produktion und Eliminierung reaktiver Sauerstoffspezies (ROS) 

verursacht [193]; [234]; [235]. Die Hauptquelle für reaktive Sauerstoffspezies stellt Lipofuszin dar, wobei sich 

der oxidative Stress in der Retina mit zunehmendem Alter durch deren Ansammlung im RPE erhöht 

[192]. Die damit einhergehende Verdickung der Bruch-Membran reduziert die Diffusion von Sauerstoff 

und Nährstoffen vom Choroid über das RPE zu den Photorezeptoren und löst einen Zustand relativer 

Hypoxie innerhalb der subretinalen Kompartimente aus [236]. Als Hypoxie wird der Abfall der 

Sauerstoffkonzentration unter die in den meisten Geweben herrschenden 3 bis 5 % bezeichnet [236]. 

Um die Hypoxie-induzierten Ereignisse zu minimieren, reagiert das RPE mit der übermäßigen 

Sezernierung pro-angiogener Faktoren wie VEGF [237]. VEGF ist eines der Hauptrisikofaktoren für die 

Entstehung der feuchten AMD, da es die Neovaskularisierung initiiert [238]. Bei der feuchten AMD dient 

das Blockieren von VEGF-A Rezeptoren deshalb als wirksames Mittel zur Stabilisierung des 

Sehvermögens [224]. Im Gegensatz zur feuchten AMD bleibt der klinische Erfolg bei der Behandlung der 

trockenen AMD jedoch schwer fassbar, weshalb der Bedarf an der Entwicklung von Therapien zur 

Behandlung der AMD hoch ist [226]; [224]; [239]. Solche Erkrankungen bedingen eine möglichst genaue 

Rekonstruktion der retinalen Barrieren und der gesamten Retina, um die entsprechenden 

Krankheitsmodelle zur Untersuchung neuer Therapiemöglichkeiten zu generieren.  

Abbildung 7: Formen der altersbedingten Makuladegeneration. A) Die oBRB besteht aus dem RPE, das in 
direktem Kontakt zu den Photorezeptoren steht, der darunterliegenden Bruch-Membran und dem fenestrierten 
Choroid. B) Die trockene AMD (atrophisch), ist gekennzeichnet durch Degenerationsbereiche des RPEs und den 
darüber liegenden lichtempfindlichen retinalen Photorezeptoren aufgrund der Drusenbildung und Anlagerung 
toxischer Substanzen. C) Die feuchte Form der AMD (vaskulär) ist im Spätstadium durch choroidale 
Neovaskularisierung gekennzeichnet, bei der durch Angiogenese neue Blutgefäße vom Choroid Richtung äußerer 
Retina wachsen. Modifiziert nach Fleckenstein [232]. 



Zielsetzung 

20 
 

3. Zielsetzung 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit war die Entwicklung eines in vitro Modells der äußeren Blut-Retina- 

Schranke (oBRB) durch die Kombination neuer Stammzelltechnologien und Hydrogele. Eine 

schematische Darstellung der oBRB ist in Abbildung 8 zu sehen. Durch den Einsatz von Organ-on-chip 

Systemen sowie verschiedenen Methoden aus dem Tissue Engineering sollte ein, auf 

retinaspezifischen Zellen basierendes, vaskularisiertes in vitro Modellsystem entwickelt werden. Die 

mikrofluidische Kultivierung dieses Systems sollte eine Möglichkeit bieten, die in vivo Situation der 

äußeren Blut-Retina-Schranke möglichst präzise widerzuspiegeln. Neben der Etablierung des 

Endothels aus retinalen Endothelzellen sollten murine embryonale Stammzellen für die 

Differenzierung von funktionellem Retinalem Pigmentepithel (RPE) eingesetzt werden. Zudem sollte 

eine geeignete Extrazelluläre Matrix (EZM) in Form von Hydrogelen zur Erzeugung dreidimensionaler 

retinaler Gewebe etabliert und analysiert werden. Zukünftig soll das etablierte oBRB Modellsystem 

nicht nur in der personalisierten Medizin Anwendung finden, sondern auch der Rekapitulation von 

retinalen Krankheitsbildern wie der altersbedingten Makuladegeneration dienen. Dabei hat das oBRB 

Modellsystem mit seinen Krankheitsbildern das Potential, Wirkstoffe zu validieren und deren 

Anwendung als Pharmazeutika zu testen.  

 

 

 

Abbildung 8: Schematische Darstellung der oBRB in einem Organ-on-chip Modellsystem. Im Mikrokanal 
befinden sich retinale Endothelzellen und im umgebenden Kompartiment retinales Pigmentepithel, welches 
durch Differenzierung von embryonalen Stammzellen gewonnen wird. Zudem besteht die Möglichkeit, 
Hydrogele als Extrazelluläresmatrix-Analog im umgebenden Kompartiment einzufügen und das Modellsystem 
fluidisch zu kultivieren.  
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4. Ergebnisse und Diskussion  

4.1 Kultivierung und Charakterisierung muriner embryonaler Stammzellen (mESC) 

Um das beschriebene Ziel der Entwicklung eines in vitro Modells der äußeren Blut-Retina-Schranke 

(oBRB) zu erreichen, spielt insbesondere die Gewinnung der einzelnen somatischen Zelltypen mit Hilfe 

neuartiger Stammzelltechnologien eine Rolle. Dabei sollten embryonale Stammzellen zur 

Rekonstruktion des RPEs in der oBRB eingesetzt und differenziert werden. Da die Verwendung von 

humanen embryonalen Stammzellen ethisch bedenklich ist wurden hierfür embryonale Stammzellen 

aus der Maus verwendet. Embryonale Stammzellen (ESC) sind pluripotente Stammzellen, die aus der 

inneren Zellmasse der Blastozyste stammen und somit Zellen des frühen Embryos sind [240]. Im Jahr 

1981 konnten erstmals ESC aus einer Maus-Blastozyste gewonnen und erfolgreich in vitro kultiviert 

werden [241]. Charakteristisch für ESC ist vor allem ihre Pluripotenz und die Fähigkeit, sich unbegrenzt 

selbst zu erneuern [242].  

 

4.1.1 Bestimmung der Pluripotenz bei mESC-Rx-GFP 

Unter Pluripotenz wird die Fähigkeit von Zellen verstanden, sich als Reaktion auf Signale aus dem 

Embryo oder der Zellkulturumgebung in Zellen aller drei Keimblätter (Ektoderm, Mesoderm und 

Entoderm) zu differenzieren [240]; [243]. Neben dieser Fähigkeit können Stammzellen in vitro in einem 

undifferenzierten Zustand kultiviert werden. Dies macht die embryonalen Stammzellen (ESC) 

heutzutage als Forschungswerkzeug für den Einsatz in der regenerativen und personalisierten Medizin 

interessant [244] [240]. Zur Identifikation der Stammzellen in vitro dienen Molekülmarker, die aus 

einzigartigen Genexpressionsmustern bestehen [240]; [245]. Das Homöoboxprotein Nanog ist ein 

Transkriptionsfaktor, der erstmals in murinen ESC entdeckt wurde. Nanog ist ausschließlich in 

pluripotenten Zellen zu finden und steuert dabei die Selbsterneuerung dieser undifferenzierten Zellen 

[246] [247]. Auch das Homöodomänenprotein Octamer binding transcription factor Oct4 (auch Oct3/4 

genannt) wurde als essentieller Bestandteil für den Erhalt der Stammzell-Eigenschaften muriner 

embryonaler Stammzellen identifiziert [248] und wird während der Differenzierung herunterreguliert 

[249]. Somit sind unter anderem Nanog und Oct4 gemeinsam dafür verantwortlich, den 

undifferenzierten Zustand der ESC aufrecht zu erhalten [250]. In dieser Arbeit wurden, wie bereits 

erwähnt murine embryonale Stammzellen (mESC-Rx-GFP) verwendet und charakterisiert. Die mESC-

Rx-GFP stellen eine Unterlinie der embryonalen Stammzelllinie EB5 (129/Ola) aus der Maus dar und 

beinhalten ein GFP Knock-In unter dem Rx-Promotor sowie eine Resistenzkassette unter der Kontrolle 

des Oct4-Promotors. Dabei sind die mESC, sofern sie sich in einem pluripotenten Zustand befinden und 

Oct4 exprimieren, gegen die Selektion mit Blasticidin S [251] als Proteinsyntheseinhibitor resistent.  
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4.1.1.1 Pluripotenzanalyse durch Immunfluoreszenznachweis 

Um die Pluripotenz der mESC-Rx-GFP zu überprüfen, wurde eine 24-Well Kultivierungsplatte für 30 min 

unter Standardbedingungen mit 0,1 % Gelatine beschichtet. Als Standardbedingungen werden in der 

gesamten Arbeit, sofern nicht anders beschrieben, die Kultivierung adhärenter Zellen in 

zellspezifischem Kultivierungsmedium im Inkubator bei einer Temperatur von 37°C, einer 5%-igen 

CO2-Atmosphäre und gesättigter Luftfeuchtigkeit definiert. 3*104 mESC-Rx-GFP wurden in 

Maintenance Medium (MM) auf der beschichteten Oberfläche ausgebracht und für 2 Tage kultiviert. 

Nach Beenden des Kultivierungszeitraums wurden die Zellen mit Paraformaldehyd (PFA; 4 %; 10 min; 

RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert, unspezifische Bindungsstellen blockiert und 

mittels Immunfluoreszenz analysiert (Abbildung 9). Die Immunfluoreszenz ist eine wichtige 

immunchemische Technik, die den Nachweis und die Lokalisierung von Antigenen in verschiedenen 

Zellpräparaten durch den Einsatz mono- und polyklonaler Antikörper ermöglicht [252]. Die beiden 

Pluripotenzfaktoren Nanog (Abbildung A1; B1) und Oct4 (Abbildung A2; B2) wurden durch eine 

Immunfluoreszenzfärbung mit Hilfe der Konfokalmikroskopie nachgewiesen. Die Zellkerne der mESC-

Rx-GFP wurden zusätzlich mit Hoechst33342 visualisiert (Abbildung A3; B3) und die Aufnahmen 

überlagert (Abbildung A4; B4).  

 

 

 

 

Abbildung 9: Nachweis der Pluripotenz von mESC-Rx-GFP mittels Immunfluoreszenzfärbung. 3*104 mESC-Rx-GFP 
wurden auf einer mit Gelatine-beschichteten (0,1 %, 30 min) 24-Well Kultivierungsoberfläche ausgebracht unf 
für 2 Tage kultiviert. Nach Beenden des Kultivierungszeitraums wurden die mESC mit PFA (4 %; 10 min, RT) fixiert, 
mit Triton-X (0,1 %; 4 min, RT) permeabilisiert und unspezifische Bindestellen blockiert. Anschließend folgte eine 
Immunfluoreszenzfärbung der Transkriptionsfaktoren Nanog (A1; B1) und Oct4 (A2; B2). Zudem wurden die 
Zellkerne mit Hoechst33342 (2 μg/ml) visualisiert (A3; B3). Maßstab 20 µm. Carl Zeiss LSM8000 
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Anhand der Immunfluoreszenzfärbung konnten beide Transkriptionsfaktoren, Nanog und Oct4, wie 

erwartet im Zellkern der mESC-Rx-GFP nachgewiesen werden. Zwar findet die Synthese von Oct4 im 

Zytoplasma statt, dieses wird aber aufgrund seines Kernlokalisierungssignals (NLS) von Importin-α 

gebunden und in den Zellkern importiert [253] [254]. Studien zeigten auch, dass Oct4 für die Nanog-

induzierte Selbsterneuerung in humanen Embryonen erforderlich ist [255]. Erst wenn der Spiegel der 

Pluripotenz-assoziierten Transkriptionsfaktoren Oct4 und Nanog sinkt, kann die Pluripotenz der Zellen 

nicht länger aufrechterhalten werden [256]. Aufgrund des Immunfluoreszenznachweises von Oct4 und 

Nanog in den mESC-Rx-GFP konnte deren pluripotenter Zustand validiert werden. 

 

4.1.1.2 Pluripotenzanalyse mittels Durchflusszytometrie 

Neben der Immunfluoreszenzanalyse wurde die Pluripotenz der mESC-Rx-GFP zusätzlich quantitativ 

mit Hilfe der Durchflusszytometrie nachgewiesen. Die Durchflusszytometrie ist eine leistungsfähige 

Methode, um eine schnelle, multiparametrische Aussage über die Heterogenität einer Zellpopulation 

in Suspension zu treffen. Die Zellpopulationen werden dabei anhand ihrer fluoreszierenden oder 

lichtstreuenden Eigenschaften analysiert und/oder sortiert [257]. Während der Analyse passieren die 

Zellen durch hydrodynamische Fokussierung nacheinander einen Laserstrahl im Durchflusszytometer. 

Dabei streuen die Zellen abhängig von ihrer Größe (Vorwärtsstreulicht) und Granularität 

(Seitwärtsstreulicht) das Laserlicht in verschiedene Richtungen [258]; [259] [260]. Um den Anteil der 

pluripotenten mESC-Rx-GFP zu ermitteln, wurden diese aufgeteilt und mit Hilfe der 

Durchflusszytometrie analysiert. Dies wurde in Kollaboration mit Dr. Yvonne Heneka und M. Sc. Steffen 

Sonnentag aus der Gruppe Orian-Rousseau (KIT) durchgeführt. Zunächst wurden die mESC-Rx-GFP von 

einer mit Gelatine-beschichteten Kultivierungsoberfläche (T25 Kultivierungsflasche) mit Hilfe von 

Trypsin-EDTA (0,25 %) abgelöste und insgesamt 3 *106 mESC-Rx-GFP mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, 

mit Triton-X (0,1 %;4 min; RT) permeabilisiert und in FACS Puffer resuspendiert. Die unspezifischen 

Bindungsstellen wurden mit Fc-Block (2 µl/106 Zellen) auf Eis blockiert (30 min). Anschließend wurden 

drei verschiedene Zellpopulationen präpariert, die in Abbildung 10 dargestellt sind. Es wurden 1*106 

mESC-Rx-GFP mit dem Antikörper anti-Oct3/4 PE mouse monoclonal IgG1 (Abbildung B; orange) 

behandelt. Weitere 1*106 mESC-Rx-GFP wurden mit der Isotypkontrolle PE mouse IgG1 (Abbildung B; 

blau) markiert. R-Phycoerythrin (PE) zählt zu den Phycobiliprotein-Farbstoffen, dessen 

Anregungsmaximum bei 496 nm/566 nm und Emissionsmaximum bei 576 nm liegt [261]. Mit Hilfe der 

Isotypkontrolle kann die Spezifität eines Primärantikörpers besser beurteilt werden. Die 

Isotypkontrolle ist dabei gegen ein Antigen, das nicht in den Zellen vorhanden ist gerichtet und bildet 

einen möglichen unspezifischen Hintergrund ab [262]. Als Negativkontrolle dienten 1*106 unbehandelte 

mESC-Rx-GFP (Abbildung B; rot). Das Ergebnis der Analyse wurde in Form eines Histogramms 

dargestellt, wobei die Verteilung der Fluoreszenzintensitäten anhand einer relativen Skala abgebildet 
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wurde. Der Sideward Scatter (SSC), ist ein Maß für das sogenannte Seitenstreulicht, wodurch die 

Granularität der Zelle, die Größe und Struktur des Zellkerns und die Menge der zellulären Vesikel in 

einer Zelle bestimmt werden können. Je höher die Granularität ist, desto mehr seitlich gestreutes Licht 

wird erzeugt [260]. Die Zellen mit ähnlicher Fluoreszenzintensität und Granularität können bei der 

Auswertung in einem ähnlichen Bereich lokalisieret und quantifiziert werden (Abbildung A). Die 

detektierten Zellen der unterschiedlich behandelten Zellen weisen verschiedene 

Fluoreszenzintensitäten auf und können dadurch unterschieden werden (Abbildung B). 

 

 

 

 

Die Analyse der Pluripotenz mit Hilfe der Durchflusszytometrie ergab, wie auch schon die 

Immunfluoreszenzfärbung, dass die kultivierten mESC-Rx-GFP den Transkriptionsfaktor Oct4 

exprimieren. Dabei waren 99,8 % der mESC-Rx-GFP Oct3/4 positiv, wobei dieser Prozentsatz verglichen 

mit der Literatur in einem optimalen Bereich liegt [263]; [264]. Daher kann von einer homogenen, 

pluripotenten mESC-Rx-GFP Zellkultur als Ausgangsmaterial ausgegangen werden. Nachdem der 

Status der Pluripotenz validiert werden konnte, konnten die mESC-Rx-GFP im Rahmen dieser Arbeit 

für die Differenzierung von retinalem Pigmentepithel (RPE) eingesetzt werden.  

 

Abbildung 10: Nachweis der Pluripotenz bei mESC-Rx-GFP anhand der Durchflusszytometrie durch den 
fluoreszenzbasierten Nachweis des Transkriptionsfaktors Oct3/4. Eingesetzt wurden insgesamt 3*106 mESC-Rx-
GFP, die zunächst mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit 0,1 %igem Triton-X permeabilisiert und bei denen 
unerwünschte Bindungsstellen blockiert wurden. 1*106 der pluripotenten Zellen erfolgte durch den anti-Oct3/4 
PE mouse monoclonal IgG1 Antikörper. Als Kontrolle wurden unbehandelte mESC-Rx-GFP eingesetzt sowie mit 
der Isotypkontrolle PE mouse IgG1 behandelte mESC-Rx-GFP. BD FACSAria Fusion Flow Cytometer. Wellenlänge: 
561 nm. 
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4.2 Differenzierung von RPE aus mESC-Rx-GFP 

Das RPE ist ein hochpolarisiertes, multifunktionales Epithel, das sich im Auge zwischen der neuronalen 

Retina und dem Choroid befindet. Das RPE wird aus hexagonal angeordneten pigmentierten Zellen 

gebildet, welche, für Barrieren charakteristisch, durch Tight Junctions verbunden sind [265]. Heutzutage 

wird in der Forschung oftmals primäres RPE eingesetzt, um grundlegende Eigenschaften des RPEs zu 

analysieren und zu verstehen [266]. Auch wenn einige RPE-Zelllinien etabliert werden konnten [267]; [268] 

verlieren immortalisierte und passagierte Zellen oftmals innerhalb eines kurzen Zeitraums 

morphologisch und physiologisch charakteristische Eigenschaften der natürlichen RPE-Zellen [265]. Aus 

Stammzellen gewonnene differenzierte Zellen ziehen daher besonders in der regenerativen Medizin 

die Aufmerksamkeit auf sich [42]. Embryonale Stammzellen beispielsweise können als unbegrenzte 

Spenderquelle für die Differenzierung von Zellen wie dem RPE dienen [269]. Eine reproduzierbare 

Differenzierung von mESC zu funktionalem RPE aus mESC trägt zum Verständnis von in vivo Prozessen 

in der Retina bei. Wie die Literatur belegt, haben die Stammzellen unterschiedlicher Spezies das 

Potenzial sich in RPE-ähnliche Zellen differenzieren zu lassen [220]; [270]–[272]. Kawasaki et al. [273] berichten 

als eine der Ersten über die in vitro Differenzierung von RPE-ähnlichen Zellen aus embryonalen 

Stammzelllinien des Affen. Andere Studien konnten zeigen, dass auch die differenzierten Zellen 

charakteristische Marker des RPEs sowie die Fähigkeit zur Phagozytose aufweisen [270]. Ein wichtiger 

Fortschritt stellte die spontane Differenzierung von humanen ESC zu RPE Zellen ohne zusätzliche 

Feederzellen dar [274][184]. Als Feederzellen werden normalerweise adhärente, im Wachstum gehemmte, 

aber lebensfähige Zellen bezeichnet. Diese werden aufgrund ihrer Bioaktivität oftmals als Substrat 

verwendet, um das Kultivierungsmedium für andere Zellen zu konditionieren [275]. Eiraku und Sasai 

2011 haben in vorherigen Studien gezeigt, dass sich ESCs durch eine SFEBq-Kultivierung in 

neuroepitheliales Gewebe differenzieren lassen [52]. Im Rahmen dieser Arbeit wurden mESC-Rx-GFP 

auf Grundlage des modifizierten Differenzierungsprotokolls von Iwasaki et al 2016 [42] zum RPE 

differenziert. Der Ablauf der Differenzierung ist in Abbildung 11 dargestellt.  
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Den Start der Differenzierung stellt das Ablösen der mESC-Rx-GFP von der Zellkulturflasche dar. 

Anschließend werden mit Hilfe der serum-free floating culture of embryoid body-like aggregates with 

quick reaggregation (SFEBq) Kultivierung retinale Organoide erzeugt [276]. Dabei wurden zur 

Aggregation der Zellen je 3*104 mESC-Rx-GFP in einer 96-Well ultra low attachment (ULW) 

Kultivierungsplatte ausgebracht. Das verwendete retinale Differenzierungsmedium (RDM) war mit 

dem Retinsäurerezeptor-Antagonist AGN193109 als wichtiger physiologischer Zusatz für die 

Regulation der epithelialen Proliferation und Differenzierung versetzt [277]. An Differenzierungstag 1 

Abbildung 11: Differenzierungsprotokoll von mESC-Rx-GFP zu RPE innerhalb von 18 Tagen modifiziert nach 
Iwsasaki et al. 2016 (Iwasaki et al. 2016). Dazu wurden die in Maintenance Medium (MM) kultivierten mESC-Rx-
GFP abgelöst und in einer 96-ULW Kultivierungsplatte je 3*103 Zellen pro Well in 100 µl Retinales 
DIfferenzierungsmedium (RDM: GMEM mit Knock-out Serum und AGN192109 als Zusatz) als SFEBq Kultur gehalten 
(A). An Differenzierungstag 1 (DD1) wurden 20 µl Matrigel in einer Endkonzentration von 2 % pro Well 
hinzugegegben. Innherhalb von 7 Tagen entwickelten sich retinale, GFP-positive Organoide (B). Die Organoide 
wurden aufgebrochen und in Retinalem Maturierungsmedium (RMM2: DMEM/F12, versetzt mit N2 Supplements, 
PansSera sowie ChHIR99021, SU5402 und Y-27632) als adhärente Kultur inkubiert (C). An DD11 wurden die 
Kolonien mit Accutase selektiert und die weniger adhärenten Zellen entfernt. Die weitere Kultivierung erfolgte in 
RMM2 (D). An DD13 fand ein Medienwechsel mit RMM2 statt (RMM2: DMEM/F12, versetzt mit N2 Supplements, 
PansSera sowie ChHIR99021, SU5402) (E). Nach dem Ersetzen des Medium an DD15 zu Retinalem Pigmentepithel-
Medium (RPE-M: MEM-α versetzt mit N1 Supplements, PanSera, sowie den Faktoren Taurin, Hydrocortison und 
Triiodothyronin), wiesen die Zellen an DD18 eine RPE charakteristische Morphoplogie auf (F). Maßstab 100 µm und 
20 µm (F). Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED. 
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(DD1) wurde zu den aggregierten Zellen Matrigel (2 % Endkonzentration) als EZM Komponente 

hinzugegeben. Matrigel besteht aus einer Mischung an extrazellulären Matrixproteinen wie Kollagen, 

Laminin und Wachstumsfaktoren wie dem epidermalen Wachstumsfaktor (EGF). Üblicherweise wird 

Matrigel in der Stammzellkultivierung als Beschichtungsmaterial eingesetzt, da es das Zellwachstum 

und deren strukturelle Organisation in vitro fördert [278] [279]. Ob die Organoide in retinales Gewebe 

differenzieren, konnte anhand einer Expression von GFP durch den retinalen Rx-Promotor an DD7 

überprüft werden. Das retinale Homöoboxprotein ist ein Transkriptionsfaktor, der in der retinalen 

Entwicklung eine wichtige Rolle spielt [261]. Die GFP-positiven Organoide wurden mechanisch mit Hilfe 

von Kanülen aufgebrochen, damit sie adhärent auf einer Laminin beschichteten 12-Well 

Kultivierungsplatte weiter kultiviert werden konnten. Das verwendete retinale Maturierungsmedium 

wurde dabei mit den Faktoren CHIR99021, SU5402 und Y-27632 versetzt. CHIR99021 fördert als 

Aktivator des Wnt-Signalweges [280] die Differenzierung von retinalen Vorläuferzellen zum RPE [281]. 

Auch SU5402 als selektiver Inhibitor des vaskulären endothelialen Wachstumsfaktor-Rezeptors 2 

(VEGFR-2) [282] sowie des Fibroblasten-Wachstumsfaktor-Rezeptors 1 (FGFR-1) induzieren die retinale 

Differenzierung, gleichsam wie der Rho-assoziierte Kinase-Inhibitor Y-27632 [283]. Insbesondere bei der 

Differenzierung von RPE-ähnlichen Zellen spielen, wie Studien demonstriert haben, diese Faktoren 

eine wichtige Rolle [284] [285]; [286]. Um die RPE-Vorläuferzellen aus den adhärenten Kolonien zu 

selektionieren, wurden diese an DD11 mit Accutase™ [287], einer aus proteolytischen Enzymen 

bestehenden Lösung, behandelt, um schlechter adhärierende Zellen zu entfernen. Die RPE-

Vorläuferzellen konnten anschließend abgelöst und auf eine mit Laminin-beschichtete 

Kultivierungsplatte mit RMM2 Medium überführt werden. An DD13 wurde schließlich das Medium 

durch RMM2 mit weniger zugesetzten Faktoren (CHIR99021 und SU5402) ersetzt. Für den finalen 

Differenzierungsschritt der RPE-Vorläuferzellen zu RPE wurde an DD15 das Medium gegen Retinales 

Pigmentepithel-Medium (RPE-M) ausgetauscht. Das RPE-M war mit Taurin, Hydrocortison sowie 

Triiodothyronin versetzt. Taurin ist eine β-Aminosulfonsäure, [288] die für die Aufrechterhaltung der 

strukturellen und funktionellen Integrität der Photorezeptoren und RPE-Zellen unerlässlich ist [289]. 

Auch Triiodothyronin spielt für die Photorezeptoren und RPE-Zellen eine essentielle Rolle, wie Studien 

an Ratten demonstriert haben [290]; [291]. Ab DD18 konnte bei den differenzierten mESC-Rx-GFP eine 

charakteristische hexagonale Zellmorphologie der RPE Zellen nachgewiesen werden. Wie das 

Differenzierungsergebnis verdeutlicht hat, konnte das ursprünglich auf murine iPSC ausgelegte 

Differenzierungsprotokoll von Iwasaki et al 2016 [42] auch auf die Differenzierung von mESC übertragen 

werden. Um die ausschlaggebenden Faktoren für diesen Erfolg zu identifizieren wurde die 

Differenzierung in den nachfolgenden Kapiteln näher betrachtet. 
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4.2.1 Einfluss des Kultivierungsmaterials auf die RPE-Differenzierung 

Die Wahl geeigneter Wachstumsbedingungen ist eine grundlegende Anforderung in der Zellkultur. 

Neben einer geeigneten Mikroumgebung spielen eine kontrollierte Temperatur [292]; [293], ein 

geeignetes Kultivierungssubstrat und Wachstumsmedium sowie der pH-Wert eine wichtige Rolle für 

ein optimales Zellwachstum [294] [295] [296]; [297]. 

 

4.2.1.1 Einfluss von Serum auf die mESC-Rx-GFP Kultivierung 

Fast alle eukaryotischen Kultivierungsmedien beinhalten für die in vitro Aufrechterhaltung und 

Vermehrung von Zellen und Gewebe fötales Kälberserum (FCS) [298]. Dieses stellt für die Zellen, 

aufgrund seiner biologischen Herkunft, eine optimale Mikroumgebung mit Grundnährstoffen, 

Wachstumsfaktoren und Hormonen bereit [297]. Aber auch gerade aufgrund des biologischen Ursprungs 

können das mögliche Vorhandensein Wachstums-inhibierender Faktoren sowie Chargendifferenzen 

Einfluss auf die Qualität der Experimente nehmen [299]; [300]. Besonders Stammzellen reagieren 

empfindlich gegenüber Schwankungen in ihrer Kultivierungsumgebung, was sogar mit dem Verlust 

ihrer Pluripotenz einhergehen kann [301]. Ein speziell aufgereinigtes Serum wurde daher für die 

Kultivierung der mESC-Rx-GFP eingesetzt und mit dem FCS-versetzten Kultivierungsmedium verglichen 

(Abbildung 12). Dazu wurden mESC-Rx-GFP (4,2*105 Zellen) in einer mit Gelatine-beschichteten 

(0,1 %) T25 Kultivierungsflasche ausgebracht und kultiviert. Jeden zweiten bzw. dritten Tag wurden die 

Zellen standardgemäß passagiert und in eine neue beschichtete Zellkulturflasche überführt. Als 

Kultivierungsmedium wurde Maintance Medium (MM) verwendet, das entweder mit 10 % FCS oder 

mit 15 % PanSera versetzt war. Mit jeder neuen Passage wurde die Zellzahl bestimmt, um das 

Zellwachstum in den Kultivierungsmedien mit unterschiedlichen Seren analysieren zu können. Das 

Ergebnis der Analyse ist anhand eines Boxplots graphisch dargestellt. Um auszuschließen, dass PanSera 

neben dem Einfluss auf die Proliferation und die Adhäsion auch die Zellmorphologie beeinflusst, wurde 

nach einer vierwöchigen Kultivierung der mESC-Rx-GFP zudem eine mikroskopische Analyse 

durchgeführt.  
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Auch nach einem Kultivierungszeitraum von 4 Wochen konnte bei der Kultivierung der mESC-Rx-GFP 

mit PanSera keine maßgeblichen morphologischen Änderungen im Vergleich zu der Kultivierung mit 

FCS verzeichnet werden. Unter beiden Kultivierungsbedingungen waren die Zellen wie zu erwarten, in 

kleinen Kolonien adhäriert, deren Größe sich jedoch signifikant unterschied (P-Wert=0,177). Die 

statistische Auswertung erfolgte in der gesamten Arbeit, sofern nicht anders beschrieben mit Hilfe des 

zweiseitigen Student-t-Test mit α = 0,05. Nach einer Kultivierungsdauer von 4 Wochen zeigte sich eine 

verbesserte Proliferation der mESC-Rx-GFP bei der Kultivierung mit PanSera (Median 5,18*106 Zellen) 

verglichen mit FCS (Median 3,52*106 Zellen), da beim Zählen die durchschnittliche Zellzahl größer war. 

Bei beiden Kultivierungsbedingungen lagen die minimale (PanSera 7,14*106 Zellen; FCS 2,67*106 

Zellen) und maximale Zellzahl ähnlich weit auseinander. Ob sich das Serum signifikant auf die 

Proliferation der mESC-Rx-GFP auswirkt wurde statistisch bestimmt und ergab mit einem P-Wert von 

0,147 keinen signifikanten Unterschied. Da die Verwendung von PanSera keine Morphologieänderung 

der mESC-Rx-GFP bewirkte und deren Wachstum positiv beeinflusste, wurde für die weitere 

Kultivierung der mESC das MM mit PanSera versetzt. Auch die Medien für die Differenzierung der mESC 

zu RPE wurden mit PanSera angesetzt. Dass die Art des Serums einen Einfluss auf die Kultivierung der 

Stammzellen hat zeigt die Notwendigkeit von stabilen Kultivierungsbedingungen. Da die 

Abbildung 12: Vergleich der Kultivierung von mESC-Rx-GFP in Maintance Medium (MM) mit unterschiedlichen 
Seren. Verglichen wurde das Zellwachstum in MM mit 15 % PanSera (A) oder mit 10 %FCS (B) über einen Zeitraum 
von 4 Wochen. 4,2*105 mESC-Rx-GFP wurden in eine mit Speed Coating beschichtete T25 Kultivierungsflasche 
ausgebracht und kultiviert. Jeden 2. bzw. 3. Tag wurden die Zellen passagiert und dabei die Zellzahl bestimmt. 
Das Ergebnis der Auszählung wurde in einem Boxplot graphisch aufgetragen. Nach Beenden des 
Kultivierungszeitraums wurden die Zellen in den unterschiedlchen Kultivierungsbedingungen zudem mit einem 
Lichtmikroskop visualisiert. Maßstab 100 µm. Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED 



Ergebnisse und Diskussion 

30 
 

Zusammensetzung von FCS variiert bemühen sich Forscher bereits weltweit, einen adäquaten Ersatz 

für FCS zu finden, um verlässliche und reproduzierbare Ergebnisse zu gewährleisten [302]. 

 

4.2.1.2 Einfluss von Zellkulturplatten auf die Differenzierung 

Auch die Kultivierungsoberfläche beeinflusst den Erfolg der RPE-Differenzierung. Um eine gezielte und 

reproduzierbare Differenzierung des RPEs aus mESC-Rx-GFP zu gewährleisten, wurden 

unterschiedliche 96-Well Kultivierungsplatten eingesetzt und die Bildung von Organoiden untersucht. 

Als Organoide werden vielzellige Strukturen bezeichnet, die sich von Stamm- und Vorläuferzellen 

ableiten. Dabei werden in vitro wichtige räumliche Organisationen und Gewebefunktionen 

rekapituliert [303] [304]. Organoide sind insofern einzigartig, als dass sie selbstorganisierende 3D-

Kultursysteme sind [305]; [306]. Es stehen verschiedene Techniken zur Verfügung, um in der Zellkultur die 

Zellaggregation zu Organoiden gezielt zu veranlassen. Gängige Methoden stellen die Kultivierung der 

Zellen in Hanging-Drop Platten [307], ultra low attachment (ULW) Platten [308] oder in mikrofluidischen 

Systemen [309] dar.  

Für die RPE-Differenzierung wird von Iwasaki et al. der Einsatz von Nunclon Sphera-Treated, U-Shaped-

Bottom Kultivierungsplatten empfohlen. Aufgrund von Beschaffungsengpässen sowie des hohen 

Kostenfaktors wurde die Bildung von mESC-Rx-GFP Organoiden (je 3*103 mESC-Rx-GFP pro Well) und 

deren Differenzierung zu RPE in 96-Well Kultivierungsplatten mit unterschiedlichen Beschichtungen 

vergleichend betrachtet. Poly(2-hydroxyethylmethacrylat) (Poly-Hema) ist dafür bekannt, die 

Zelladhäsion und -ausbreitung zu verhindern [310] und verursacht zudem als Biomaterial mit 

ausgezeichneter Bio- und Zytokompatibilität nur eine minimale immunologische Reaktion [311]. Deshalb 

wurden Suspensionsplatten mit U-Boden (Abbildung 13 B) und F-Boden (Abbildung 13 F) durch die 

Zugabe einer 1,2 %igen Poly-Hema Lösung beschichtet (Abbildung 13). Die Poly-Hema Lösung wurde 

für 24 h unter sterilen Bedingungen getrocknet, das Vorgehen wiederholt und nochmal bis zur 

vollständigen Verdampfung des Ethanols getrocknet [312]. Agarose stellt ein weiteres 

biomaterialbasiertes Substrat zur Erzeugung von zellulären Sphäroiden dar [313]. Deshalb wurden 

gleichermaßen Suspensionsplatten mit U-Boden (Abbildung D) und F-Boden (Abbildung C) mit einem 

1,5 %igen Agarosegel versehen. Um die Organoidbildung der mESC-Rx-GFP vergleichen zu können, 

wurden zudem eine Nunclon ULW Kultivierungsplatte als Positiv-Kontrolle (Abbildung A) und eine 

Suspensionsplatte mit U-Boden (Abbildung E) als Negativ-Kontrolle eingesetzt. Nur die 

Suspensionsplatte mit U-Boden und 1,2 %iger Poly-Hema Beschichtung (B) stellte eine mögliche 

Alternative zur Kontrollplatte dar. Die 1,2 %ige Poly-Hema Beschichtung erlaubte nicht nur die 

Aggregation der mESC-RX-GFP zu Organoiden, sondern auch eine vollständige Differenzierung von 

RPE. Dabei konnten an DD18, wie in der Kontrolle, Zellen mit den charakteristischen morphologischen 

Eigenschaften von RPE identifiziert werden. Mit der Agarosebeschichtung konnten zwar Organoide aus 
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den mESC-Rx-GFP gebildet werden, die jedoch nicht weiter in RPE differenziert werden konnten. 

Zurückzuführen ist dies auf die verringerte retinale Induktion der Zellen, welche anhand der GFP-

Expression an DD7 ermittelt werden kann. Ein zu geringer Prozentsatz an retinalen Vorläuferzellen 

verhindert die weitere Differenzierung der Zellen zu RPE [186]; [314]; [315]. Dass auch die Form des 

Wellbodens einen Einfluss auf die Aggregation und Differenzierung der mESC-Rx-GFP hat mit Agarose-

beschichtete Suspensionsplatte mit F-Boden verdeutlicht. Trotz gleicher Beschichtung wie in der 

Suspensionsplatte mit F-Boden ist es den Zellen nur schwer möglich sich in Organoiden zu formieren. 

Die entstandenen Aggregate wiesen an DD7 zudem kein GFP-Signal auf und konnten deshalb nicht 

weiter differenziert werden. Bei einer mit Poly-Hema beschichteten Suspensionsplatte mit F-Boden 

bildeten sich sogar überhaupt keine Aggregate. Die Form des Wells alleine ist jedoch nicht 

ausschlaggebend für die erfolgreiche Bildung von Organoiden aus mESC-Rx-GFP. Die Kultivierung der 

mESC-Rx-GFP in einer Suspensionsplatte mit U-Boden führte lediglich zu vielen inhomogenen 

Organoide, die keine retinale Differenzierung zeigen konnten. Für eine erfolgreiche Differenzierung 

von mESC-Rx-GFP zu RPE kommt als Alternative nur die Kultivierung der mESC-Rx-GFP in einer 

Suspensionsplatte mit U-Boden und 1,2 % Poly-Hema Beschichtung in Frage (Abbildung 14). 
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Abbildung 13: Differenzierung von mESC-Rx-GFP in unterschiedlichen 96-Well Kultivierungsplatten. Je 3*103 
mESC-Rx-GFP wurden in (A) eine Nunclon Sphera-Treated, U-Shaped-Bottom Microplate Kultivierungsplatte, (B) 
eine Suspensionsplatte mit U-Boden und 1,2 %iger Poly-Hema Beschichtung, (C) eine Suspensionsplatte mit F-
Boden und 1,5 %iger Agarosebeschichtung, (D) eine Suspensionsplatte mit U-Boden und 1,5 %iger 
Agarosebeschichtung, (E) eine Suspensionsplatte mit U-Boden sowie (F) eine Suspensionsplatte mit F-Boden und 
1,2 %iger Poly-Hema Beschichtung in je 100 µl RDM ausgesät. Anschließend wurde der Erfolg derDifferenzierung 
zu RPE an DD1 und DD7 mikroskopisch verfolgt. Maßstab 100 µm und 200 µm (A6; B6). Inverses Lichtmikroskop 
Leica DMIL LED 

Abbildung 14: Differenzierung von mESC-Rx-GFP in unterschiedlichen 96-Well Kultivierungsplatten. Je 3*103 
mESC-Rx-GFP wurden in (A) eine Nunclon Sphera-Treated, U-Shaped-Bottom Microplate Kultivierungsplatte und 
(B) eine Suspensionsplatte mit U-Boden und 1,2 %iger Poly-Hema Beschichtung ausgebracht und bis DD18 zu 
RPE differenziert. Maßstab100 µm bzw 200 µm (A6; B6). Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED 
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Um den Differenzierungserfolg in retinale Vorläuferzellen quantitativ bestimmen zu können wurde der 

Prozentsatz der GFP-positiven Organoide an DD7 in einer Kultivierungsplatte mit Hilfe eines 

Lichtmikroskops bestimmt (Abbildung 15). Bei der mit Poly-Hema beschichteten Suspensionsplatte 

(52,75 % ±15,4) war die durchschnittliche Anzahl an GFP-positiven Organoiden pro Platte um 27 % 

geringer als bei der Differenzierung in einer ULW-Kultivierungsplatte (72,25 % ± 12,4).  

 

 

Abbildung 15: GFP-positive mESC-Rx-GFP Organoide bei der RPE Differenzierung an DD7. Dazu wurden je 3*103 
mESC-Rx-GFP in einer 96-Well Kultivierungsplatte ausgebracht (ULW oder Suspensionsplatte mit U-Boden und 
1,2 % Poly-Hema Beschichtung) und bis DD7 kultiviert. Die GFP-positiven Organoide wurden anhand des inversen 
Lichtmikroskop Leica DMIL LED bestimmt. n=8. 

 

Diese Ergebnisse führen zu dem Schluss, dass eine Differenzierung von mESC-Rx-GFP zu RPE in Nunclon 

ULW Kultivierungsplatten am effektivsten ist. Auch unter Beachtung des Kostenfaktors für diese 

Kultivierungsplatten zieht die Beschichtung von Suspensionsplatten mit Poly-Hema einen größeren 

Zeitaufwand, der mit einer geringeren Effizienz verbunden ist nach sich. Nach Abwägung des Kosten-

Nutzen-Faktors wurde die weitere Differenzierung der mESC-Rx-GFP zu RPE in ULW 

Kultivierungsplatten durchgeführt. Dieses Ergebnis deckt sich mit der Durchführung von Iwasaki et al, 

die in ULW Kultivierungsplatten iPSC zu RPE differenzieren [42] und Eiraku et al, die ULW 

Kultivierungsplatten zur Differenzierung von ESC zu kortikalen Neuronen verwenden [51].  

 

4.2.2 Charakterisierung retinaler Vorläuferzellen während der RPE Differenzierung 

Das RPE differenziert sich während der Embryogenese gemeinsam mit der neuronalen Retina aus 

neuroektodermalen Vorläuferzellen [316]. Die in vitro, während der RPE-Differenzierung entstandenen 

retinalen Zellen sollten bezüglich ihrer neuroektodermalen Herkunft näher charakterisiert werden. 

Dazu wurden in einer 96 ULW Kultivierungsplatte Organoide aus mESC-Rx-GFP erstellt. An DD7 wurden 
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die retinalen Organoide durch verschiedene quantitative Methoden analysiert. In den mESC-Rx-GFP 

Organoiden ermöglichte der Knock-In von GFP unter der Kontrolle des retinalen Rx-Promotors die 

Identifikation retinaler Zellen. Das grün fluoreszierende Protein (GFP) aus der Qualle Aequorea victoria 

wird häufig als Reportergen in Zellen eingesetzt [317]. Da Rx bei Wirbeltieren essentiell für die retinale 

Entwicklung und deshalb hoch konserviert ist, stellt die Verbindung des Rx-Promotors mit einem 

Fluorophor eine gute Möglichkeit zur Identifikation retinaler Vorläuferzellen dar [186] [315] [318].  

 

4.2.2.1 Live-cell Imaging der GFP-Expression in DD7 Organoiden 

Die Fluoreszenzbildgebung und Reportergentechnologie ermöglichen als nicht-invasive Methoden die 

Verfolgung dynamischer Prozesse in lebenden Zellen. In Verbindung mit Zeitrafferaufnahmen können 

Prozesse sowohl räumlich als auch zeitlich analysiert und als mehrdimensionale quantitative 

Informationen präsentiert werden [319]. Das nicht-invasive Live-Cell Analysesystem Incucyte® wurde 

eingesetzt, um den Zeitpunkt zu identifizieren, an dem die mESC-Rx-GFP während der RPE 

Differenzierung positiv für GFP werden. Dazu wurden aus 3*103 mESC-Rx-GFP pro Well einer 96-ULW 

Kultivierungsplatte Organoide generiert und an DD1 Matrigel in einer Endoknzentration von 2 % ins 

Differenzierungsmedium gegeben. Matrigel ist eine aus Engelbreth-Holm-Swarm-Maussarkomen 

extrahierte Basalmembranmatrix, die seit mehr als vier Jahrzehnten für eine Vielzahl von 

Zellkulturanwendungen verwendet wird [320]. Die retinale Induktion wurde von DD0 bis DD7 unter 

Echtzeit verfolgt. Dabei wurde alle 3 h automatisch die Fluoreszenzintensität von GFP in den 

Organoiden bestimmt. Als Negativkontrolle dienten Organoide, die ausschließlich in RDM, ohne die 

Zugabe von Matrigel bis DD7 kultiviert wurden. Das Ergebnis der Quantifizierung ist in Abbildung 16 

aufgeführt. Nur bei Zugabe von Matrigel an DD1 waren die Zellen der retinalen Organoide GFP-positiv. 

Dabei nahm die GFP-Fluoreszenzintensität ab DD4 über die Zeit exponentiell zu, wobei sie an DD4,5 

bei 1*106 GCU*µm2 lag und bis DD6 auf 8,5*106 GCU*µm2 anstieg. Damit entspricht dieses Ergebnis 

den Angaben in der Literatur. Bei der Differenzierung von iPSC zu RPE demonstrierten Iwasaki et al. 

eine Zunahme der Rx-Expression zwischen DD0 und DD7 [42]. Da das RPE und die neurale Retina den 

gleichen entwicklungsbiologischen Ursprung aufweisen, haben Ikeda et al. und Osakada et al. [314]; [321] 

bei der neuronalen Differenzierung anhand der erhöhten Expression des retinalen Rx-Markers retinale 

Vorläuferzellen bestätigt [52]. Ohne Zugabe von Matrigel nahm die Fluoreszenzintensität in den 

Organoiden nur minimal zu, wobei sich das Maximum 0,3*106 GCU*µm2 an DD5 und DD6 nachweisen 

ließ. Anhand der Live -cell Analyse konnte demonstriert werden, dass die Zugabe von Matrigel einen 

maßgeblichen Einfluss auf die Bildung GFP-positiver Organoide hat. Für die erfolgreiche 

Differenzierung von mESC-Rx-GFP zu RPE ist Matrigel damit ein essentieller Bestandteil.  
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Matrigel ist jedoch aufgrund seiner komplexen, schlecht definierten und variablen Zusammensetzung 

in seiner Anwendbarkeit in der Zellbiologie beschränkt [322]; [320]; [303]. Variationen der mechanischen und 

biochemischen Eigenschaften innerhalb einer einzelnen Matrigel-Charge sowie zwischen den 

verschiedenen Chargen können die Zellkulturexperimente beeinflussen und die Reproduzierbarkeit 

vermindern. Darüber hinaus kann Matrigel keiner physikalischen oder biochemischen Manipulation 

unterzogen werden, was die Förderung eines beabsichtigten Zellverhaltens durch den Einsatz einer 

spezifisch abgestimmten Matrix erschwert. Jüngste Fortschritte in der Entwicklung xenogenfreier, 

chemisch definierter, hochgradig abstimmbarer und reproduzierbarer Alternativen zeigen das 

Potential auf, Matrigel in Zukunft ersetzen zu können [320]; [303]. 

 

4.2.2.2 Vermessung des Neuroektoderms bei DD7 Organoiden 

Das RPE ist ein Derivat der anterioren Neuralplatte [185]; [323]; [324] , wobei die neuroektodermalen Zellen 

dem ektodermalen Keimblatt entstammen [184]. Daher wurde das Neuroektoderm der mESC-Rx-GFP 

Organoide bei der RPE-Differenzierung näher charakterisiert, indem bei GFP-positiven Organoiden an 

DD7 das Neuroektoderm vermessen wurde. Es wurden 80 Messungen an insgesamt 16 Organoiden 

mit Hilfe der FIJI Software durchgeführt und das Ergebnis graphisch in Form eines Boxplots dargestellt 

Abbildung 16: Live Cell Analyse der Differenzierung von mESC-Rx-GFP zu RPE bis DD7 mit Hilfe des nicht-invasiven 
Incucyte® Systems. Dabei wurde die Bildung der Organoide aus je 3*103 mESC-Rx-GFP in einer Nunclon 96-ULW 
Kultivierungsplatte von DD0 bis DD7 unter Echtzeit verfolgt und alle 3 h deren GFP-Fluoreszenzintensität 
gemessen. Organoide, zu welchen an DD1 2 % Matrigel in einem finalen Volumen von 120 µl zugegeben wurde 
(gelb), wurden mit Organoiden verglichen, zu welchen kein Matrigel an DD1 zugegegben wurde (rot). Die weitere 
Differenzierung wurde bis DD7 in Echtzeit verfolgt. Maßstab 800 µm. 
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(Abbildung 17). Der Median der Neuroektoderm-Schicht in DD7 Organoiden belief sich auf 58 µm. 

Dabei betrug das Minimum 50,7 µm und das Maximum 68,69 µm. Das untere Quartil lag bei 54,59 µm 

und das obere Quartil bei 66,94 µm.  

 

 

 

Sobald die mESC-Rx-GFP Organoide an DD7 ein GFP-positives Signal aufwiesen, konnte auch ein 

neuroektodermaler Bereich identifiziert werden. GFP-negative Organoide dagegen wiesen kein 

Neuroektoderm auf. Damit rekapituliert die Differenzierung der mESC-Rx-GFP die Entwicklung des 

RPEs ähnlich zu der in vivo Situation. Dieses Ergebnis deckt sich mit anderen Studien. In einer 

geeigneten biophysikalischen und biochemischen Umgebung differenzieren sich Organoide spontan in 

neuroektodermale Zellen [325]. Dabei konnten die aus hESC- und hiPSC-abgeleiteten okulären 

Organoide ebenfalls die Architektur, zelluläre Organisation sowie die Funktion nativer retinaler 

embryonaler Gewebe endogen rekapitulieren [187]; [324]; [184]; [323].  

 

4.2.2.3 Analyse retinaler Vorläuferzellen in DD7 Organoiden mit Hilfe der 

Durchflusszytometrie  

Wie bereits in vorangegangenen Kapiteln gezeigt, stellt die Durchflusszytometrie eine einfache 

Möglichkeit dar, um an DD7 den Anteil der GFP-positiven Zellen zu bestimmen, welche die 

Differenzierung der mESC-Rx-GFP zu RPE hervorbringt. Dazu wurden in einer 96-ULW 

Abbildung 17: Graphische Darstellung der Vermessung des Neuroektoderms bei GFP-positiven Organoiden aus 
der Differnezierung von mESC-Rx-GFP zu RPE an DD7. Es wurden je 3*103 mESC-Rx-GFP in einer ULW 
Kultivierungsplatte differenziert und an DD7 analysiert. A) stellt die Hellfeldaufnahme, B) die Anregung bei 
488 nm und C) die Überlagerung dar. Vermessen wurde das Neuroektoderm mit Hilfe der FIJI Software an 80 
Stellen von insgesamt 16 Organoiden und in einem Boxplot graphisch dargestellt. Maßstab 100 µm. Inverses 
Lichtmikroskop Leica DMIL LED  
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Kultivierungsplatte mit je 3*103 mESC-Rx-GFP pro Well Organoide generiert und bis DD7 differenziert. 

Die GFP-positiven Organoide wurden dann mit Trypsin-EDTA (0,25 %, 10 min) vereinzelt und 

anschließend mit PFA (4 %, 10 min) bei Raumtemperatur (RT) fixiert. Als Negativkontrolle wurden DD2 

Organoide im gleichen Verfahren wie zuvor beschrieben behandelt. Für die durchflusszytometrische 

Analyse (Abbildung 18) wurden jeweils 1*106 Zellen von DD7 und DD2 eingesetzt und diese anhand 

ihrer GFP-Expression analysiert.  

 

 

 

Abbildung 18: Analyse von GFP-positiven Organoiden an DD7 mit Hilfe der Durchflusszytometrie. Organoide 
wurden in einer 96-ULW Kultivierungsplatte aus je 3*103 mESC-Rx-GFP in RDM generiert. An DD7 wurden die 
GFP-positiven Organoide mit Trypsin-EDTA (0,25 %; 10 min) vereinzelt und anschließend mit PFA (4 %; 10 min; 
RT) fixiert. In der Durchflusszytometrie wurden die GFP-positiven Zellen sortiert. Das Ergebnis der analysierten 
retinalen Zellen aus den DD7 Organoiden ist in Prozent angegeben (A). Als Negativkontrolle dienten DD2 
Organoide (B). Die x-Achsen der Diagramme spiegeln die Intensität der GFP-Fluoreszenz wider. Die Intensität des 
SCCs dient der Granularitätsbestimmung der Zellen (A; B). Zudem ist die Anzahl der Zellen in Relation zur 
Fluoreszenzintensität von Zellen der DD2 und DD7 Organoide aufgetragen (C). BD FACSAria Fusion Flow 
Cytometer. Wellenlänge: 488 nm. 
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Die Zellen mit ähnlicher Fluoreszenzintensität und Granularität können bei der Auswertung in einem 

ähnlichen Bereich lokalisiert und quantifiziert werden (Abbildung A; B). Die detektierten Zellen der 

unterschiedlich behandelten Zellen weisen verschiedene Fluoreszenzintensitäten auf und können 

dadurch unterschieden werden. Als Kontrolle wurden 19846 Zellen der DD2 Organoide sortiert und 

7357 Zellen der DD7 Organoide (Abbildung C). Das Ergebnis der Analyse wurde in Form eines 

Histogramms dargestellt, wobei die Häufigkeitsverteilung der Messsignale jeden Parameters 

entnommen werden kann [260]. Die Verteilung der verschiedenen Fluoreszenzintensitäten wurde 

anhand einer relativen Skala dargestellt. Je mehr Zellen mit der gleichen Fluoreszenzintensität 

detektiert werden, desto schmaler ist die entstehende Kurve der Parabel. Die Durchflusszytometrie 

ergab bei der Negativkontrolle einen Prozentsatz von 100 % an GFP-negativen Zellen. Dass die Zellen 

der Organoide an DD2 noch keine Fluoreszenz aufweisen korreliert mit den Ergebnissen der Live Cell 

Analyse aus 4.2.2.1. 87 % der Zellen von DD7 Organoiden waren anhand der Durchflusszytometrie GFP-

positiv und damit retinal induziert. Bei weiteren Messungen (n=3) der differenzierten Zellen von DD7 

Organoiden ergab sich pro 96-ULW Kultivierungsplatte ein durchschnittlicher Prozentsatz an GFP-

positiven Zellen von 71,87 %. Die Effizienz der retinalen Induktion von ESC lag bei Eiraku und Sasai 2011 

zwischen 30 –70 % der Gesamtzellzahl an Rx-GFP positiven-Zellen [52]. Diese Ergebnisse können anhand 

der Literatur eingeordnet werden, die besagt, dass sich ES- oder iPS aufgrund ihrer Heterogenität nie 

vollständig in RPE-ähnliche Zellen differenzieren lassen [184].  

 

4.2.2.4 Viabilitätsanalyse von DD7 Organoiden durch eine Lebend-/Tot-Färbung 

Die erfolgreiche Differenzierung der Organoide von mESC-Rx-GFP zu RPE an DD7 hängt ebenfalls von 

der Viabilität der Zellen ab. Zur Bestimmung der Zellviabilität und somit indirekt der Zytotoxizität 

wurden, wegbereitend durch die Arbeiten von Bruning et al. [326], zahlreiche auf 

Fluoreszenzfarbstoffen-basierende Verfahren beschrieben [327]. Ein Lebend-/Tot-Nachweis mit Calcein-

AM und Propidiumiodid (PI) wurde durchgeführt, um die Zellviabilität der aus mESC-Rx-GFP 

generierten Organoiden an DD7 zu untersuchen. Calcein-AM ist ein nicht-fluoreszierender lipophiler 

Ester, der zur Visualisierung lebender Zellen eingesetzt wird. Intrazelluläre Esterasen spalten an der 

Zellmembran die Acetoxymethylester-Gruppe (AM), sodass sich die membrandurchlässige, hydrophile 

Ringstruktur öffnet und sich ein fluoreszierendes chromophores System bildet, das in der Zelle 

verbleibt. Calcein weist dabei ein Absoptionsmaximum von 495 nm und ein Emissionsmaximum von 

515 nm visualisiert werden [328]; [327]; [329]; [330]. Um nekrotische Zellen zu visualisieren wird PI eingesetzt, 

das im Gegensatz zu Calcein nicht durch die intakte Zellmembran gelangt. Lediglich nekrotische, poröse 

Zellmembranen können von PI passiert werden, was eine anschließende Interkalierung in die DNA 

nekrotischer Zellen ermöglicht. Nach dem Binden der DNA weist der Fluoreszenzfarbstoff PI ein 

Absorptionsmaximum von 535 nm und ein Emissionsmaximum von 617 nm auf [331]; [332]. An DD7 
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wurden die mESC-Rx-GFP Organoide in ein μ-Slides 8-Well überführt und für 30 min mit Calcein-AM 

(4 µg/ml) und PI (20 µg/ml) inkubiert.  

 

 

 

 

Nach Beenden der Inkubationszeit wurde die Färbelösung abgenommen und durch Retinales 

Differenzierungsmedium (RDM) ersetzt, um die Vitalität der Zellen nicht negativ zu beeinflussen. 

Anschließend folgte eine konfokalmikroskopische Analyse (Abbildung 19), bei der die detektierten 

Signale von Calcein (Abbildung A) und PI (Abbildung B) anschließend überlagert (Abbildung C) wurden. 

Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt 

(Abbildung D). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-

Volumens statt (Abbildung E).  

 

 

 

 

Abbildung 19: Strukturformel von Propidiumiodid (PI) und Calcein-AM. Die Kombination beider wird in der 
Zellbiologie als Lebend-/Tot-Nachweis verwendet. Dabei können durch Calcein lebende Zellen und durch PI tote 
Zellen visualisierrt werden. 

Abbildung 20: Konfokalmiikroskopische Analyse der Zellviabilität von DD7 Organoiden anhand einer Lebend-
/Tot-Färbung. Analysiert wurden aus mESC-Rx-GFP generierte retinale Organoide an DD7. Tote Zellen wurden 
mit Hilfe von PI visualisiert (B), lebende Zellen mit Hilfe von Calcein (A) und beide Signale anschließend überlagert 
(C). Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt (D). 
Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt (E). Maßstab 
100 µm. Carl Zeiss LSM8000 Konfokalmikroskop. Skalierung der Tiefenfärbung in 85 µm. rot =0 µm; blau=340 µm 
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Anhand der Lebend-/tot-Färbung konnte gezeigt werden, dass Calcein in einem Großteil der DD7 

Organoide nachgewiesen werden konnte, was gleichzusetzen ist mit einer hohen Vitalität. Dieses 

Ergebnis bestätigt, dass eine Kultivierung von mESC-Rx-GFP während der RPE- Differenzierung in einer 

96-ULW Kultivierungsplatte ohne Medienwechsel über einen Zeitraum von 7 Tagen bedenkenlos 

möglich ist. Der Nachweis von toten Zellen durch PI zeigte sich vor allem in zentraleren Bereichen der 

Organoide. Ein definierter nekrotischer Kern, der bei der Überschreitung einer bestimmten 

Organoidgröße gebildet wird, konnte allerdings nicht nachgewiesen werden. Vor allem in tiefer 

liegenden Zellschichten des Organoids ist die Sauerstoff- und Nährstoffzufuhr eingeschränkt, was vor 

allem im Zentrum des Organoides hypoxische Bedingungen hervorrufen kann [333]; [334]. Um zu 

definieren, ob sich Zelltrümmer oder tote Zellen im zentralen Bereich des mESC-Rx-GFP Organoids an 

DD7 befinden wurde ein Querschnitt von der Arbeitsgruppe Schröder (Universität Heidelberg) 

angefertigt und mit Hilfe der Transmissionselektronenmikroskopie analysiert (Abbildung 21).  

 

 

 

Anhand des Querschnitts war deutlich zu erkennen, dass sich im zentralen Bereich der Organoide an 

DD7 ein Hohlraum gebildet hatte, in dem sich Zelltrümmer befinden. Die innere Zellschicht des 

Organoides wies zudem eine polarisierte Zellschicht, wie es für epitheliale Strukturen üblich ist, auf. 

Diese Ergebnisse können anhand der Literatur bestätigt werden. Zunächst homogene ESC-Aggregate 

weisen nach Beschreibungen von Eiraku und Sasai ab DD6 einen Hohlraum auf, der durch eine nach 

innen gerichtete apikale Oberfläche aus polarisierten N-Cadherin+-Neuroepithelien abgegrenzt wird 

[52]; [276].  

 

Abbildung 21 Querschnitt von mESC-Rx-GFP Organoiden an DD7 und Visualisierung der zellulären Strukturen mit 
Hilfe eines Transmissionselektronenmikroskops. Maßstab 50 µm; Pixelgröße 50 nm. 
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4.2.2.5 Analyse der Anzahl an RPE-Vorläuferzellen an DD11 

Da aufgrund der heterogenen mESC- Kultur keine ganzheitliche Differenzierung der Zellen in RPE 

stattfinden kann [184], sollte die Reinheit und Effizienz der Differenzierung näher betrachtet werden. 

Die retinale Differenzierung der aus mESC-Rx-GFP generierten Organoide wurden zunächst an DD7 

anhand des Rx-induzierten GFP Signals selektiert. An DD11 fand eine weitere Selektion der adhärent 

kultivierten RPE-Vorläuferzellen statt. Bei der Selektion wurden weniger adhärente Zellen mit 

Accutase™ entfernt. Accutase™ ist eine natürliche Enzymmischung mit proteolytischer Enzymaktivität, 

die verglichen mit Trypsin sanfter und weniger toxisch gegenüber den Zellen ist [287]. Die verbliebenen 

adhärenten Zellen der DD11 Kolonien konnten mit Trypsin-EDTA (0,25 %) abgelöst und die Zellzahl 

bestimmt werden. Für eine Fläche von 3,5 cm2 wird eine Zellzahl von 1*106 RPE-Vorläuferzellen 

benötigt. Da für die RPE-Differenzierung eine so hohe Dichte an Zellen eingesetzt werden muss, ist die 

Zellzahl der DD11 Selektion von großer Bedeutung für den Erfolg der Differenzierung. Die ermittelten 

Zellzahlen der RPE-Vorläuferzellen (n=15) wurden graphisch anhand eines Boxplots dargestellt 

(Abbildung 22). Der Median der an DD11 erhaltenen RPE-Vorläuferzellen belief sich auf 11,6*105 

Zellen. Allerdings zeigte sich eine große Diskrepanz zwischen den einzelnen Differenzierungen in der 

erhaltenen Zellzahl an RPE-Vorläuferzellen (Maximum: 16,6*105 Zellen; Minimum: 1,9*105 Zellen), was 

die Planung von Experimenten erschwerte. 

 

 

Abbildung 22: Bestimmung der Zellzahl von aus mESC-Rx-GFP gewonnenen RPE-Vorläuferzellen an DD11 der 
RPE-Differenzierung . IN einer 96-ULW Kultivierungsplatte wurden aus je 3*103 mESC-Rx-GFP Organoide 
generiert, die bis DD7 in einer SFEBq Kultur differenziert wurden.  Die Organoide wurden an DD7 anhand ihres 
GFP-Signals selektiert und in einer 12-Well Kultivierungsplatte adhärent bis DD11 differenziert. AN DD1 fand eine 
Selektion der RPE-Vorläuferzellen statt, indem weniger adhärente Zellen mit Accutase™ entfernt wurden. 
Anschließend konnten die verbliebenen adhärenten RPE-Vorläuferzellen mit Trypsin-EDTA (0,25 % ) abgelöst und 
die Zellzahl mit Hilfe einer Neubauer-Zählkammer bestimmt werden. Die Zellzahl der abgelösten Zellen eines 
Stichprobenumfangs von 15 wurde graphisch in einem Boxplot dargestellt. 
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Andere Studien bestätigen, dass die geringe Effizienz der RPE-Differenzierung eine große 

Herausforderung darstellt [335], da das RPE aufgrund seiner frühen Entwicklung während des Lebens 

nur eine minimale Proliferation aufweist und anschließend im Ruhezustand verbleibt [336]. Laut 

Literatur beläuft sich die erforderliche Mindestzahl an Zellen, um in vitro einen konfluenten Monolayer 

an RPE mit epitheloider Morphologie zu bilden, auf 0,03 bis 3112 lebensfähige passagierte Zellen/mm2 

[337]. Zudem zeigte sich bei der Differenzierung von RPE aus mESC-Rx-GFP, dass das Passagieren von 

RPE ab DD18 ohne den Verlust der Zellidentität nicht mehr möglich war. Die Literatur bestätigt dieses 

Ergebnis, da auch das Passagieren von primär isolierten RPE-Zellen zum Verlust ihrer hexagonalen 

Morphologie führt [265]. Insbesondere das empfindliche RPE neigt dazu, seine epitheliale Morphologie 

in eine Fibroblasten-ähnliche zu wechseln. Dieser natürliche Prozess tritt in der Retina bei 

Beschädigung des RPEs auf, um vermehrungsfähige Zellen zu produzieren [338]; [339]. Neben der 

veränderten Zellmorphologie treten durch das Passagieren zudem Probleme wie der Verlust der 

Pigmentierung oder eine niedrige Zell-Substrat-Adhäsionsrate auf. Der finale Kultivierungsort des aus 

mESC-Rx-GFP differenzierten RPEs musste deshalb bereits an DD11 determiniert werden. Um dieses 

Problem zu lösen gibt es bereits Ansätze, in denen Protokolle für die Differenzierung von RPE aus hiPSC 

entwickelt wurden, mit denen das differenzierte RPE unter Aufrechterhaltung seiner Charakteristika 

bis zu 13 Passagen kultiviert werden kann [221][340]; [339]. Das Aufrechterhalten der RPE Charakteristika ist 

essentiell, um die Funktionalität des RPEs auch in vitro gewährleisten zu können. 

 

4.2.3 Charakterisierung des aus mESC-Rx-GFP differenzierten RPEs  

Das RPE hat verschiedene Funktionen in der Retina [148] und dem Choroid [157]. Dabei bildet das RPE 

eine dichte Barriere, um die Homöostase des okularen Systems aufrecht zu erhalten [188]. Die zwischen 

den RPE-Zellen befindlichen Tight Junctions kontrollieren den molekularen parazellulären Transport 

und gewährleisten die Barriereintegrität des RPEs [235]. Ein Verlust der Barriereintegrität ist der Ausgang 

für retinale Erkrankungen wie der altersbedingten Makuladegeneration [148]; [341]; [232]. Wie im lebenden 

Organismus liegt das aus mESC-Rx-GFP differenzierte RPE nach Abschluss der Differenzierung an DD18 

als Monolayer vor[342] [42]. Die Funktionalität des differenzierten RPEs und somit der Erfolg der mESC-

Rx-GFP Differenzierung werden im Folgenden näher charakterisiert. 

 

4.2.3.1 Viabilitätsanalyse des differenzierten RPEs mittels Lebend-/Tot-Färbung 

Um die Zellviabilität des differenzierten RPEs zu untersuchen, wurden je 3*103 mESC-RxGFP in einer 

96-ULW Kultivierungsplatte bis DD7 differenziert. Nach DD7 wurden die GFP-positiven Organoide 

aufgebrochen und als adhärente Kultur weiter differenziert. An DD11 fand eine Selektion der RPE-

Vorläuferzellen statt, die anschließend bis DD18 in einer mit Laminin-beschichteten 96-Well 
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Kultivierungsplatte zu RPE differenziert wurden. An DD21 wurde bei dem differenzierten RPE ein 

Lebend-/Tot-Nachweis mit Calcein-AM (4 µg/ml (A3)) und PI (20 µg/ml (A2)) durchgeführt (Abbildung 

23) und die Viabilität des RPEs bestimmt. Dazu wurde das RPE-M von den Zellen abgenommen und 

diese mit Calcein-AM und PI für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die Färbelösung wieder durch 

RPE-M ersetzt, um die Zellviabilität nicht negativ zu beeinflussen und das RPE konfokalmikroskopisch 

analysiert. Zusätzlich wurde der Prozentsatz an lebenden und toten Zellen quantitativ mit Hilfe der FIJI 

Software bestimmt (n=4). 

 

 

 

Abbildung 23: Analyse der Zellviabilität von differenziertem RPE an DD21 anhand einer Lebend-/Tot-Färbung. 
Dazu wurden je 3*103 mESC-Rx-GFP in einer 96-ULW Kultivierungsplatte zum Generieren von Organoiden 
ausgebracht und bis DD7 differenziert. Die GFP-positiven Organoide wurden an DD7 aufgebrochen und auf eine 
mit Laminin (1 µg/cm2) beschichtete 12-Well Kultivierungsplatte überführt. An DD11 fand eine Selektion der RPE-
Vorläuferzellen statt, indem weniger adhärente Zellen enzymatisch entfernt wurden. Die 1*106 RPE-
Vorläuferzellen wurden dann auf eine mit Laminin-beschichtete Kultivierungsoberfläche von 3,5 cm2 überführt 
und bis DD18 durch Zugabe spezifischer Differenzierungsmedien zu RPE ausdifferenziert. An DD21 wurde die 
Viabilität der differenzierten RPE-Zellen analysiert, indem tote Zellen mit Hilfe von PI (20 µg/ml) visualisiert 
wurden (A2) und lebende Zellen durch Calcein (A3). Dazu wurden die Zellen für 30 min mit der Färbelösung 
inkubiert und diese anschließend durch RPE-M ersetzt. Es folgte eine konfokalmikrokopische Analyse des RPEs, 
wobei die Überlagerung der beiden Färbungen aus A2 und A3 in A1 dargestellt sind. Maßstab 100 µm. Carl Zeiss 
LSM8000 Konfokalmikroskop. Eine anschließende quanitative Auswertung mit einem Stichprobenumfang von 
n=4 folgte mit Hilfe der FIJI Software.  
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Nahezu alle differenzierten RPE-Zellen zeigten eine Umsetzung von Calcein-AM zu Calcein und damit 

eine quantitative Viabilität. Dabei konnten 97,67 % ± 1,4 der RPE-Zellen als lebend identifiziert werden. 

Nur vereinzelte Zellen (2,33 % ± 1,4), die nicht in der RPE-Zellschicht integriert sind, waren nekrotisch. 

Dieses Ergebnis spricht für eine viable Zellschicht und damit für den Erfolg der Differenzierung von 

mESC-Rx-GFP zu RPE. Eine ähnlich hohe Viabilität des RPEs kann bei der Kultivierung der humanen RPE-

Zelllinie ARPE19 durch die Literatur belegt werden [343]. 

 

4.2.3.2 Charakterisierung des differenzierten RPEs mittels Immunfluoreszenz 

Im nächsten Schritt sollte das viable RPE auf seine Funktionalität untersucht werden. Das in der frühen 

Embryogenese entstandene RPE teilt seinen Ursprung mit weiteren Zelltypen und hat verschiedene 

Funktionen in der Retina. Um eine eindeutige Aussage über die Funktionalität des differenzierten RPEs 

treffen zu können, wurden RPE-Markerproteine untersucht. Die beste Möglichkeit zur Validierung 

funktionsfähiger RPE-Zellen stellt die Färbung von Proteinen dar, die einen integralen Bestandteil der 

entsprechenden RPE-Funktion aufweisen [219]. Daher wurde das aus mESC-Rx-GFP differenzierte RPE 

auf das Vorhandensein von Mitf, Otx2, RPE65, Pax6 sowie ZO-1 mit Hilfe der Immunfluoreszenzanalyse 

überprüft. Mitf ist hoch konserviert und kodiert für einen Transkriptionsfaktor der Basic-Helix-Loop-

Helix- und Leucin-Zipper-Familie (bHLH-LZ) [344]. Wie Studien belegen steuert Mitf maßgeblich die 

Entwicklung des RPEs und der Melanin produzierende Zellen (Melanozyten) [345]; [346], weshalb die 

Abwesenheit von Mitf während der RPE-Entwicklung zu einer Vielzahl an Störungen führt. 

Keimbahnmutationen von Mitf sind unteranderem mit Albinismus, Mikrophthalmie, retinaler 

Degeneration und einem erhöhten Risiko für Melanome verbunden [277]; [232] [346]; [14]. Das 

Homöoboxprotein Otx2 ist ein weiteres wichtiges regulatorisches Gen, das sowohl im RPE als auch in 

den Photorezeptoren eine wichtige Rolle spielt. Dieser wichtige Transkriptionsfaktor wird im RPE 

lebenslang exprimiert [347]; [348]. Mutationen des Otx2-Gens führen zu Erkrankungen wie der retinalen 

Dystrophie und die Abwesenheit von Otx2 induziert in Mäusen die Entstehung retinaler 

Degenerationen [348]; [349]; [323]; [14]; [346] [350][351]; [323]. Zudem spielt neben Mitf und Otx2 auch das Paired-

box transcription factor 6, Pax 6, eine wichtige Rolle in der RPE-Spezifikation zugeschrieben werden, 

da homozygote Mutationen des Pax6-Gens in Mäuse ein Fehlen der Augenanlagen nach sich zog [352]; 

[14]; [346] [353] [354]; [323]. Vor allem bei der Regeneration des Sehpigments im RPE spielt die Isomerhydrolase 

RPE65 eine entscheidende Rolle. Somit sind Mutationen des humanen RPE65 mit Erkrankungen wie 

der autosomal-rezessiven Retinitis pigmentosa assoziiert und gehen mit einer schnell einsetzenden 

Erblindung einher [355] [356] [357]; [358] [356]. Eine der wichtigsten Aufgaben des RPES ist als oBRB das 

Aufrechterhalten der Barriereintegrität. Um die Barrierefunktion aufrechterhalten zu können sind die 

RPE-Zellen durch Tight Junctions verbunden, die den parazellulären Transport zwischen Blut und 

Retina regulieren. EZM-Proteine wie das Zonula occludens-1 (ZO-1) sind sowohl im Epithel als auch im 
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Endothel aufzufinden und verankern den makromolekularen Junctinkomplex am zytoplasmatischen 

Aktin [198]. Eine Störung von ZO-1 im Epithel geht mit dem Verlust der Barrierefunktion einher, welche 

wiederum mit der Entstehung von schwerwiegenden retinalen Erkrankungen wie der AMD assoziiert 

ist [198][359]; [198]; [360].  

Für die Immunfluoreszenzanalyse wurden je 3*103 mESC-Rx-GFP in einer 96-ULW Kultivierungsplatte 

zu Organoiden differenziert. An DD7 wurden die Organoide anhand ihrer GFP-Expression selektiert 

und als adhärente Kultur auf mit Laminin-beschichteten (1 µg/cm2) 12-Well Kultivierungsplatten bis 

DD11 differenziert. An DD11 wurden die RPE-Vorläuferzellen selektioniert und 1*106 dieser Zellen auf 

einer mit Laminin-beschichteten (1 µg/cm2) Kultivierungsoberfläche von 3,5 cm2 ausgebracht. Die RPE-

Vorläuferzellen wurden anschließend bis DD18 zu RPE differenziert. An DD21 wurde das differenzierte 

RPE mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert und unspezifische 

Bindungsstellen blockiert (30 min; RT). Der Nachweis und die Lokalisierung spezifischer Antigene im 

RPE wurden durch den Einsatz von monoklonalen sowie polyklonalen Antikörpern ermöglicht, die mit 

Hilfe eines Konfokalmikroskops analysiert wurden (Abbildung 24). Zudem wurden die Zellkerne mit 

Hoechst33342 (2 µg/ml) sowie das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM) visualisiert. Mit Hilfe 

der Immunfluoreszenzanalyse konnten im differenzierten RPE die zentralen Regulatoren der in vivo 

RPE-Entwicklung, Mitf und Otx2, einschließlich des frühen Augenfeldentwicklungsmarkers Pax6, 

erfolgreich nachgewiesen werden. Obwohl für die Augenentwicklung Aktivitäten einer relativ großen 

Anzahl von Transkriptionsregulatoren erforderlich sind, werden laut Literatur Mitf, Otx2 und Pax6 als 

wesentlich für die RPE Differenzierung und Homöostase angesehen [323]; [324]. Anhand der 

Immunfluoreszenz wird ersichtlich, dass Otx2 und Mitf im Zellkern ko-lokalisiert sind, was durch die 

Literatur belegt werden kann. Pax6 ist ebenfalls im Nukleus der RPE-Zellen zu finden und kann laut 

Literatur mit dem Transkriptionsfaktor Mitf ko-lokalisiert werden [361][323]. Auch RPE65 konnte mit Hilfe 

der Immunfluoreszenz in den differenzierten RPE Zellen nachgewiesen werden. Die zytoplasmatische 

Lokalisation in RPE-Zellen der Maus konnte durch Studien gestützt werden. [362]; [363]. Auch das für die 

Barrierefunktion essentielle Tight Junctions Protein ZO-1 konnte durch Immunfluoreszenz im mESC-

Rx-GFP differenzierten RPE nachgewiesen werden. Dabei war ZO-1 aufgrund der parazellulären 

Verbindung der RPE-Zellen am äußeren Bereich der Zellen zu finden. [213]; [183]; [208] 
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4.2.3.3 Genexpressiosanalyse des differenzierten RPEs 

Um die Funktionalität des differenzierten RPEs auf molekularbiologischer Ebene zu validieren, wurde 

die Genexpression charakteristischer RPE-Marker mit Hilfe der quantitativen RT-PCR (quantitative 

Echtzeit (engl. Real Time)-Polymerasekettenreaktion (engl. Polymerase chain reaction)) analysiert. Für 

die Genexpressionsanalyse wurden je 3*103 mESC-Rx-GFP in einer 96-ULW Kultivierungsplatte 

ausgebracht, um innerhalb von 7 Tagen GFP-positive Organoide zu generieren. Diese Organoide 

wurden an DD7 aufgebrochen und auf einer mit Laminin-beschichteten (1 µg/cm2) 12-Well 

Abbildung 24: Immunfluoreszenzfärbung des differenzierten RPEs aus mESC-Rx-GFP. Dazu wurden je 3*103 
mESC-Rx-GFP in einer 96-ULW Kultivierungsplatte für das Generieren von Organoiden ausgebracht. Diese 
wurden an DD7 anhand ihres GFP-Signals selektiert, aufgebrochen und auf einer mit Laminin-beschichteten 
(1 µg/cm2) 96-ULW Kultivierungsplatte differenziert. An DD11 wurden die adhärenten Kolonien auf die RPE 
Vorläuferzellen selektioniert und diese in einer Zellzahl von 1*106 Zellen auf einer mit Laminin-beschichteten 
Kultivierungsfläche mit 3,5 cm2 ausgebracht. Das ausdifferenzierte RPE wurde an DD21 mit Hilfe der 
Konfokalmikroskopie untersucht. Dazu wurde das differenzierte RPE mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-
X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert (30 min; RT). Zur Visualisierung 
der RPE spezifischen Marker Mitf (A1), Otx2 (A4), Pax6 (B1), RPE56 (C1) sowie ZO-1 (D1) wurde eine 
Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Zudem wurde das Aktinzytoskelett (A2; B2; C2; D2) durch Phalloidin-
TRITC (0,1 µM) und die Zellkerne (A3; B3; C3; D3) mit Hilfe von Hoechst33342 (2 µg/ml) visualisiert. Alle Signale 
wurden außerdem als Überlagerung (A5; B4; C4; D4) dargestellt. Maßstab 20 µm (B); 50 µm. Carl Zeiss LSM8000 
Konfokalmikroskop 
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Kultivierungsplatte ausgebracht. An DD11 wurden die RPE-Vorläuferzellen durch eine Selektion aus 

den adhärenten Kolonien gewonnen und auf einer mit Laminin-beschichteten (1 µg/cm2) 96-Well 

Kultivierungsplatte ausgebracht. Es wurden jeweils Triplikate erstellt, von welchen an DD18 und DD31 

RNA (Ribonukleinsäure, engl. ribonucleic acid) mit Hilfe von TRIzol isoliert und anschließend in cDNA 

transkribiert wurde. Die gewonnene cDNA (komplementäre DNA, engl. complementary 

desoxyribonucleic acid) wurde für die relative Quantifizierung der Expression verschiedener 

Markergene in der RT-qPCR Analyse eingesetzt. Untersucht wurde die Genexpression von den in der 

Immunfluoreszenz nachgewiesenen (4.3.2.3) Transkriptionsfaktoren Otx2, Mitf, Pax6 sowie ZO-1. 

Zusätzlich dazu wurde die Genexpression von Mertk und PEDF bestimmt. Die Rezeptortyrosinkinase 

Mertk spielt im RPE eine wichtige Rolle bei der Phagozytose der äußeren Photorezeptorsegmente 

sowohl in vivo als auch in vitro [364]. Eine unzureichende oder ineffiziente Phagozytose äußerer 

Photorezeptorsegmente verursachte bei Versuchstieren eine schnelle und vollständige Degeneration 

der Retina, was letztlich Erkrankungen wie die Retinitis pigmentosa und die AMD fördert, die mit einer 

Erblindung der Betroffenen einhergehen [365]; [366]. Auch verringerte Konzentrationen von Pigment 

epithelium-derived factor (PEDF) in der Retina wurden mit mehreren retinalen Erkrankungen wie der 

AMD, diabetischer Retinopathie und neuroretinaler Dystrophie in Verbindung gebracht [367]. Dabei wird 

das Glycoprotein PEDF als Schutz vor oxidativem Stress vom RPE sekretiert [368] und verhindert die 

pathologische Invasion von Neogefäßen [203]. Die Genexpression des differenzierten RPEs aus mESC-

Rx-GFP wurde Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) als Referenz eingesetzt und die 

Quantifizierung erfolgte zu den undifferenzierten mESC-Rx-GFP (=1). Als Positivkontrolle diente 

isoliertes RPE aus den Augen von C57BL/6 Mäusen. Die Ergebnisse wurden mit Hilfe der ∆∆Ct -

Methode ausgewertet und sind in Abbildung 25 graphisch dargestellt. 
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Die Ergebnisse der Genexpressionsanalyse zeigten, dass alle untersuchten RPE-spezifischen 

Markerproteine durch die RT-qPCR nachgewiesen werden konnten. Zudem waren alle Proteine im 

Vergleich zu den undifferenzierten mESC-Rx-GFP hochreguliert, außer Otx2, welches an DD31 des 

differenzierten RPEs (DD31: 0,8 ± 0,2) herunterreguliert war. Im Vergleich zu dem isolierten RPE waren 

die Genexpressionswerte des differenzierten RPEs an DD18 und DD31 insgesamt deutlich 

herunterreguliert. Insbesondere bei Mertk und PEDF war die Genexpression im isolierten RPE (Mertk: 

298,86 ± 0,3; PEDF: 461,4 ± 0,3) gegenüber der Genexpression im differenzierten RPE an DD18 (Mertk: 

8,9 ± 0,6; PEDF: 3,7 ± 0,2) deutlich hochreguliert. Die Ergebnisse der Genexpression von RPE-

charakteristischen Markern im aus mESC-Rx-GFP differenzierten RPE konnten durch die Literatur 

Abbildung 25: Analyse der relativen Genexpression charakteristischer RPE Marker mittels qPCR. Aus mESC-Rx-
GFP wurde RPE differenziert, wobei die Zellen an DD11 auf einer Laminin-beschichteten 96-ULW 
Kultivierungsplatte ausgebracht wurden. An DD18 und DD31 wurde jeweils RNA von RPE-Triplikaten mittels 
TRIZOL isoliert und in cDNA transkribiert. Diese konnte für die relative Quantifizierung mittels SYBRGreen in der 
qPCR Analyse eingesetzt werden. Untersucht wurde die Genexpression von den Transkriptionsfaktoren Otx2, 
Mitf, Pax6 sowie ZO-1. Zudem wurde die Genexpression von Mertk und PEDF bestimmt. Bei der 
Genexpressionsanalyse des differenzierten RPEs diente Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase (GAPDH) 
als Haushaltsgen. Die Ergebnisse wurden in Relation zu den mESC-Rx-GFP betrachtet (=1). Als Positivkontrolle 
diente isoliertes RPE aus den Augen von C57BL/6 Mäusen. Die Ergebnisse wurden mit Hilfe der ∆∆Ct -Methode 
aus n=3 ausgewertet. 
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belegt werden, in der die Genexpression von murinen iPSC (DD0) mit iPS differenziertem RPE (iPS-RPE; 

DD29) und Kontroll-RPE aus 10 Tage alten Mäusen untersucht wurde. Auch hier wurde eine weniger 

starke Genexpression in dem differenzierten iPS-RPE verzeichnet als in dem isolierten RPE. [369]; [370]; [353] 

Besonders Mertk und PEDF wurden in dem differenzierten iPS-RPE geringer exprimiert als im isolierten 

RPE [42]. Verglichen mit der Genexpression des differenzierten RPEs aus mESC-Rx-GFP an DD18 konnte 

diese Beobachtung nicht belegt werden. Zwar war die Genexpression von Mertk im isolierten RPE 

höher als im differenzierten, allerdings nahm die Genexpression von DD18 zu DD31 zu. Der 

Unterschied der Genexpression von Mertk im isolierten RPE war sowohl zum differenzierten RPE an 

DD18 (p=0,02) als auch an DD31 (p=0,018) signifikant. Die statistische Auswertung erfolgte durch den 

zweiseitigen Student-t Test mit α=0,05. Auch bei ZO-1 war die Genexpression verglichen mit DD18 an 

DD31 hochreguliert. Bei allen anderen RPE-spezifischen Proteinen nahm die Genexpression von DD18 

bis DD31 ab. Vor allem für Mitf und Pax6 wird durch die Literatur beschrieben, dass deren 

Genexpression in vivo während der RPE-Entwicklung hoch ist und mit zunehmender Maturierung 

abnimmt [369]; [370]; [353]. Insgesamt wurde die niedrigste Genexpression im isolierten RPE bei Otx2 

identifiziert. Otx2 war im Vergleich zu den undifferenzierten mESC-Rx-GFP als einziges auch im 

differenzierten RPE an DD31 (relative Genexpression DD31: 0,8 ± 0,2) herunter reguliert. Im Vergleich 

zu der Literatur wird Otx2 in differenziertem iPS-RPE stark exprimiert, wenn auch geringer als im 

isolierten RPE. Sofern im mESC-Rx-GFP differenzierten RPE eine Genexpression auch über die Zeit 

nachweisen lässt, steht die gegenüber den mESC-Rx-GFP herunterregulierte Genexpression nicht in 

Zusammenhang mit Krankheitsbildern [347]. In vivo wird Otx2 ab der mittleren RPE-Entwicklung über 

die gesamte Lebensdauer exprimiert [371]. Neben dem RPE spielt Otx2 eine wichtige Rolle in den 

Photorezeptoren. [371] Das differenzierte RPE steht nicht, wie in vivo, mit den Photorezeptoren in 

Kontakt, was die geringere Genexpression hervorrufen könnte. Die höchste Genexpression konnte bei 

PEDF im isolierten RPE verzeichnet werden (isoliertes RPE: 461,4 ± 0,3). Dafür war der Unterschied zur 

Genexpression von PEDF im differenzierten RPE am größten (DD18: 3,7 ± 0,2; DD31: 2,6 ± 0,4). Eine 

insgesamt wurde im Vergleich zu den anderen untersuchten RPE-Markern eine hohe Genexpression 

bei Pax6 identifiziert. Die Genexpressionswerte von ZO-1 waren vergleichsweise gering gegenüber den 

anderen untersuchten Markern. Dennoch war bei ZO-1 im differenzierten RPE eine Hochregulierung 

der Genexpression an DD31 gegenüber DD18 nachzuweisen, (DD18: 2,8 ± 0,4; DD31: 3,1 ±0,3) was für 

eine zunehmende Barriereintegrität des RPEs über die Zeit spricht [197]. Da mit Hilfe der 

Genexpressionsanalyse alle RPE-charakteristischen Marker in den aus mESC-Rx-GFP differenzierten 

RPE-Zellen nachgewiesen werden konnten, konnte die erfolgreiche RPE Differenzierung validiert 

werde. Damit ist das differenzierte RPE auch in vitro in der Lage, alle Funktionen des murinen RPEs in 

vivo auszuführen. 
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4.3 Etablierung des retinalen Endothels 

Unterhalb des RPEs befindet sich, getrennt durch die Bruch‘s Membran [158], das Choroid [160]. Das 

Choroid ist das gefäßreichste Gewebe im Auge, welches für die Versorgung der äußeren Retina 

verantwortlich ist [372]. In der oBRB ist das Choroid, anders als bei anderen Barrieren im Körper, 

aufgrund seines fenestrierten Endothels nicht für die selektive Permeabilität der Barriere 

verantwortlich. Auch im Gehirn ist eine ähnliche choroidale Struktur, die als Plexus choroideus 

bezeichnet wird, zu finden, die aus stark vaskularisierten Epithelgewebemassen mit fenestrierten 

Blutgefäßen besteht und als physische Barriere dient, um den Eintritt toxischer Metaboliten in das 

Gehirn zu verhindern [373]. Das Choroid dient als Abgrenzung des Blutstroms zum retinalen Gewebe, 

dessen Innenwände von vaskulärem Endothel ausgekleidet werden [165]; [374] [156]. Dabei sind die polaren 

Endothelzellen an einer 80 nm dicken Basallamina verankert [375]. Vor allem in der Pathophysiologie 

degenerativer retinaler Erkrankungen wie der AMD spielt das Choroid eine wichtige Rolle bei der 

Neovaskularisierung [157]. Wichtige grundlegende Informationen über die Funktion des Choroids und 

dessen assoziierte Krankheitsbilder werden durch in vitro Studien bereitgestellt [376]. Für die in vitro 

Rekonstruktion des murinen Endothels wurden in dieser Arbeit primäre retinale mikrovaskuläre 

Endothelzellen aus dem B129S2/SvPasCrl Mausstamm verwendet. Die Morphologie der retinalen 

Endothelzellen (REC) ist in Abbildung 26 zu erkennen.  

 

 

 

Per Definition sind primäre Zellen direkt aus einem Gewebe isolierte, terminal differenzierte Zellen, 

welche anschließend in vitro weiter kultiviert wurden [296]. Primäre Zellen bieten den Vorteil eines 

physiologischen Zellverhaltens, während sie unter kontrollierbaren Konditionen kultiviert werden 

können [377] [378]. Da die Lebendsauer der Zellen aufgrund der Telomerverkürzung pro Zellteilung 

begrenzt ist, [379] wurden die REC in dieser Arbeit ausschließlich bis Passage 7 verwendet.  

 

Abbildung 26: Morphologie der primären retinalen mikrovaskulären Endothelzellen aus dem B129S2/SvPasCrl 
Mausstamm (REC) in einer mit 0,1 % Gelatine beschichteten T25 Kultivierungsflasche nach 7 Tagen. Maßstab 
200 µm. Phasenkontrastaufnahme: Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED 
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4.3.1 Einfluss der Beschichtung auf das Wachstum und die Adhäsion bei REC 

Für die Etablierung des retinalen Endothels spielt vor allem die Adhäsion der Endothelzellen auf der 

Kultivierungsoberfläche eine wichtige Rolle [38]. Die meisten Zellen müssen an die EZM binden, um zu 

überleben und zu proliferieren, weshalb EZM-Proteine eine wichtige Rolle bei der Adhäsion spielen 

[380]. Die EZM besteht aus Polysacchariden und Proteinen wie Laminin [381], Fibronektin [382], Elastin [43] 

oder Kollagen [383] [38]; [37]; [384]. Einzelne Matrixkomponenten (z. B. Kollagene, Fibronektine, Laminine) 

werden seit vielen Jahren in der Zellkultur verwendet und haben nachweislich tiefgreifende 

Auswirkungen auf Zellen, sowohl in Bezug auf die Adhäsion als auch auf das Überleben und die 

Aufrechterhaltung zellulärer Funktionen [385]. Deshalb wurde zunächst die Zelladhäsion der REC auf 

unterschiedlichen Kultivierungsoberflächen in einer 2D Zellkultur analysiert. Da eine 2D Zellkultur die 

gewebespezifischen Eigenschaften und Funktionen vieler Zelltypen nicht vollständig rekapitulieren 

kann, sollen die Zellen anschließend in einem Organ-on-chip System in einer 3D Mikroumgebung 

kultiviert werden [18]. Der vasQchip ist ein Organ-on-chip System der durch die Geometrie des 

halbrunden Mikrokanals ein artifizielles Blutgefäß nachbildet. Das umgebende Kompartiment dient zur 

Kultivierung von organotypischen 3D Geweben, wobei eine poröse Polycarbonat (PC)-Membran als 

Basalmembran des Blutgefäßkanals fungiert. Diese poröse Grenzfläche erlaubt einen Austausch 

zwischen den Zellen der unterschiedlichen Kompartimente [386]. Um die Ergebnisse der Beschichtung 

später auf den Mikrokanal des vasQchips übertragen zu können, wurde in die Zellkulturwells die 

unporöse PC-Membran mit biokompatiblem Klebeband flächendeckend eingebracht. Polycarbonat 

findet aufgrund seiner Biokompatibilität in vielen kommerziell erhältlichen Kultivierungssystemen in 

Form einer Grenzfläche Anwendung [387]; [125]. Die mit PC-Membran ausgekleideten Wellböden einer 

24-Wellkultivierungsplatte wurden mit unterschiedlichen EZM-Proteinen über einen Zeitraum von 1 h 

inkubiert. Dabei wurde die Adhäsion der REC auf der vom Hersteller empfohlenen Speed Coating 

Lösung mit Gelatine (2 mg/cm2), Laminin (2 µg/cm2), Kollagen I (20 µg/cm2), Fibronektin (5 µg/cm2) 

und Vitronektin (1 µg/cm2) verglichen (Abbildung 27). Je 3*104 REC wurden pro Well für 72 h inkubiert, 

um den Zellen Zeit für die Adhäsion und Proliferation zu geben. Anschließend wurden die REC mit PFA 

(4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min, RT) permeabilisiert und unspezifische 

Bindungsstellen blockiert. Anschließend wurden das Tight Junction Protein ZO-1 in den REC mit Hilfe 

der Immunfluoreszenz mikroskopisch nachgewiesen. Zudem wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 

(2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM) visualisiert. Eine unbeschichteter PC-

Membran sowie Wellböden ohne PC-Membran dienten als Kontrolle bei dem Vergleich der Adhäsion 

von REC auf unterschiedlichen Oberflächen (Abbildung 28Abbildung 27).  
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Abbildung 27: Immunfluoreszenzanalyse der Adhäsion von REC auf unterschiedlichen ECM-Proteinen als Matrix. 
Die Wellböden einer 24-Wellkultivierungsplatte wurden mit einer PC-Membran ausgekleidet und mit 
unterschiedlichen ECM-Proteinen über einen Zeitraum von 1 h unter Standardbedingungen inkubiert. Die 
eingesetzten Beschichtungsproteine waren Speed Coating Solution (0,2 % Gelatine; A), Gelatine (2 mg/cm2; B), 
Laminin bei (2 µg/cm2; C), Kollagen I (20 µg/cm2; D), Fibronektin (5 µg/cm2; E) und Vitronektin (1 µg/cm2; F). 
Nachdem je 3*104 Zellen pro Well in RECM eingebracht wurden, konnten diese nach einer Kultivierungsdauer 
von 72 h mit 4 % PFA für 10 min bei RT fixiert und mit 0,1 % Triton-X für 4 min bei RT permeabilisiert werden. 
Um unspezifische Bindungsstellen zu blockieren, wurden die Zellen mit CasBlock für 30 min bei RT behandelt. 
ZO-1 wurde in den REC mit Hilfe der Immunfluoreszenz visualisiert (A2-F2). Zudem wurden die Zellkerne mit 
Hoechst33342 (2 µg/ml; A1-F1) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM; A3-F3) visualisiert. 
Anschließend wurde die Adhäsion der REC auf der PC-Membran konfokalmikroskopisch untersucht. Maßstab 
100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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Die Adhäsion der REC konnte auf allen EZM-beschichteten Oberflächen beobachtet werden. Allerdings 

zeigten sich Unterschiede in der Konfluenz des Zelllayers. Der Zelllayer auf der unbeschichteten PC-

Membran als Negativkontrolle (Abbildung H1 - H4) erschien wie zu erwarten inkonsistent. Bei einer 

Oberflächenbeschichtung mit Laminin (Abbildung C1 - C4) konnten die Zellen ähnlich dicht wachsen 

wie bei der Positivkontrolle im Well (Abbildung G1 - G4).  Laminine sind Glykoproteine mit trimerer 

Struktur, die aus drei verschiedenen Ketten bestehen und in vivo an der Zelladhäsion verschiedener 

Zelltypen, einschließlich Epithelzellen, beteiligt sind [388]. Dieses Ergebnis wird durch die Literatur 

bestätigt, indem verfügbare Studien die Bedeutung von Lamininen bei der retinalen Gefäßentwicklung 

der Maus zeigen [389]. Auch die Oberflächenbeschichtung mit Fibronektin (Abbildung E1 – E4) 

gewährleistete eine homogene Adhäsion und Proliferation der REC. Fibronektin ist ähnlich wie 

Kollagen in einem fibrillären Netz angeordnet und mit Zelloberflächenrezeptoren (Integrinen) 

verbunden und spielt eine Schlüsselrolle bei der Zelladhäsion und bei Wundheilungsreaktionen. [388]. 

Dieses Ergebnis wird durch die Literatur bestätigt, indem demonstriert wurde, dass Fibronektin eine 

fördernde Wirkung auf die Adhäsion und Proliferation humaner retinaler Endothelzellen hat [67] und 

für die Migration von kapillären Endothelzellen der Rinderretina erforderlich ist [390]. Zudem konnte in 

Studien beobachtet werden, dass die Proliferations- und Migrationsrate von HUVEC auf einer mit 

Kollagen- oder Fibronektin beschichteten Oberfläche signifikant erhöht werden konnte [391]. Bei der 

Adhäsion von murinen REC erwies sich Kollagen I zwar als gute Beschichtung, wies aber in einer 2D 

Kultur vergleichsweise einen weniger homogenen Zelllayer auf, obwohl das Kollagen durch die 

Abbildung 28: Immunfluoreszenzanalyse der Adhäsion von REC auf unbeschichteter Matrix. Nachdem je 3*104 
Zellen pro Well in RECM eingebracht wurden, konnten diese nach einer Kultivierungsdauer von 72 h mit 4 % PFA 
für 10 min bei RT fixiert und mit 0,1 % Triton-X für 4 min bei RT permeabilisiert werden. Um unspezifische 
Bindungsstellen zu blockieren, wurden die Zellen mit CasBlock für 30 min bei RT behandelt. ZO-1 wurde in den 
REC mit Hilfe der Immunflureszenz visualisiert (G2-H2). Zudem wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml; 
G1-H1) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM; G3-H3) visualisiert. Anschließend wurde die 
Adhäsion der REC auf der PC-Membran konfokalmikroskopisch untersucht. Der unbehandelte Wellboden (G) 
diente als Positivkontrolle und die unbeschichtete PC-Membran (H) als Negativkontrolle. Maßstab 100 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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fibrilläre Anordnung den Zellen strukturelle Integrität bietet [392] Kollagen ist das am häufigsten 

vorkommende Protein im Körper mit über 30 verschiedenen Kollagentypen und die vorherrschende 

Form von Strukturproteinen in der EZM [388]. Die auf Vitronektin (Abbildung F1 – F4) kultivierten REC 

wiesen den am wenigsten homogenen Zelllayer auf. Vitronektin ist ein Glycoprotein der EZM und 

fördert in vivo die Zelladhäsion und -proliferation durch das Binden von Integrinen [393]. Insgesamt war 

anhand der Immunfluoreszenzfärbung festzustellen, dass murine REC unterschiedlich gut auf EZM 

beschichteten Oberflächen adhärieren und dabei der Tight Junction Marker ZO-1 unterschiedlich stark 

in den Zellen nachweisbar ist. Diese Feststellung korreliert mit anderen Studien die beschreiben, dass 

schon geringe Unterschiede in der EZM-Zusammensetzung verschiedener Gewebe die zellulären 

Interaktionen beeinflussen können [385][207]; [209]. Die REC der Kontrolle (Abbildung G1 – G4) und die der 

Lamininbeschichtung (Abbildung C1 – C4) wiesen die am definiertesten Tight Junction Strukturen auf. 

Obwohl die Adhäsion der REC auf der Speed Coating Lösung (Abbildung B1 – B4) oder 

Gelatinebeschichtung (Abbildung A1 – A4) vergleichsweise gut war, war die Intensität der Tight 

Junction Proteine vergleichsweise schwach ausgeprägt. Dieses Ergebnis korreliert mit anderen Studien 

über die Adhäsion von Endothelzellen. Wie die Literatur belegt, wiesen Endothelzellen wie HUVEC 

neben Fibronektin und Kollagen auch eine gute Adhäsion und Proliferation auf Gelatine im Vergleich 

zu unbeschichtetem Kunststoff auf [394]. Gelatine ist ein molekulares Kollagenderivat, das aus 

irreversibler Denaturierung von Kollagenproteinen gewonnen wird und Zelladhäsionsstellen wie RGD-

Peptidsequenzen liefert [395][396]. Aufgrund der Immunfluoreszenzergebnisse wurde für die 

Standardkultivierung der REC weiterhin die vom Hersteller empfohlene Speed Coating Lösung zum 

Beschichten der Kultivierungsflaschen verwendet. Für die Beschichtung der PC-Membran wurde 

anhand der Zelladhäsion und -proliferation von REC in 2D sowie der mit der Kontrolle vergleichbar 

stark ausgeprägten Tight Junctions Laminin gewählt.  

 

4.3.2 Einfluss der Beschichtung auf die Genexpression spezifischer Marker bei REC 

Um die Ergebnisse aus der Immunfluoreszenzanalyse bezüglich der endothelialen Adhäsionsfähigkeit 

auf unterschiedlichen EZM-Beschichtungen zu stützen, wurde die Genexpression einzelner Junction 

Proteine mit Hilfe der quantitativen RT-PCR bestimmt. Mehrere Tight Junctions-assoziierte Proteine 

werden mit verschiedenen Signal- und Transkriptionswegen in Verbindung gebracht, welche die 

Zellproliferation, Differenzierung und Genexpression modulieren [150]. In der Genexpressionsanalyse 

der REC wurden ZO-1, CD31 (PECAM) und VE-Cadherin untersucht. Das Tight Junction assoziierte 

Protein ZO-1 ist ein Transmembranprotein, das mit dem Aktinzytoskelett verknüpft ist und eine 

wichtige Rolle in der Barriereintegrität und -selektivität des Endothels spielt [397][198]. Das 

Platelet/endothelial cell adhesion molecule-1 (PECAM), auch bekannt als CD31, ist ein Glykoprotein, 

das zu den Tight Junction assoziierten Proteinen zählt und stark an Endothelzell-Zell-Verbindungen 
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exprimiert wird [398]. Das Adherens Junction Protein VE-Cadherin ist ein spezifisches Adhäsionsmolekül 

der Endothelzellen und spielt eine wichtige Rolle bei der Aufrechterhaltung der Homöostase in 

vaskulären Blutgefäßen [210]; [212]. Für die Genexpressionsanalyse wurde eine 24-Well 

Kultivierungsplatte mit einer unporösen PC-Membran ausgekleidet, um die Ergebnisse von der 2D 

Zellkultur auf den vasQchip übertragen zu können. Die Wellböden wurden mit unterschiedlichen EZM-

Proteinen über einen Zeitraum von 1 h inkubiert. Verglichen wurde die Genexpression der Tight 

Junctions von REC auf der vom Hersteller empfohlenen Speed Coating Lösung mit Gelatine (2 mg/cm2), 

Laminin (2 µg/cm2), Kollagen I (20 µg/cm2), Fibronektin (5 µg/cm2) und Vitronektin (1 µg/cm2). Je 3*104 

Zellen wurden in RECM pro 24-Well in Triplikaten ausgebracht. Nach einer Kultivierungsdauer von 72 

h wurde die RNA der REC mittels TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Die cDNA konnte dann für 

die relative Quantifizierung in der fluoreszenzbasierten RT-qPCR eingesetzt werden. Als Haushaltsgen 

diente GAPDH, wobei die Quantifizierung in Relation zu dem Wachstum der REC auf der vom Hersteller 

empfohlenen Speed Coating Lösung erfolgte (=1). Die Ergebnisse wurden mit der ∆∆Ct -Methode 

ausgewertet und sind in Abbildung 29 graphisch dargestellt. 
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Abbildung 29: Relative Genexpression von REC auf unterschiedlichen EZM beschichteten PC-Membranen. Für 
die Genexpressionsanalyse wurde eine 24-Wellkultivierungsplatte mit PC-Membran ausgekleidet und die 
Wellböden mit unterschiedlichen EZM-Proteinen über einen Zeitraum von 1 h inkubiert. Die eingesetzte 
Konzentration von Gelatine lag bei 2 mg/cm2, die für Laminin bei 2 µg/cm2, die für Kollagen I bei 20 µg/cm2, die 
für Fibronektin bei 5 µg/cm2 und die von Vitronektin bei 1 µg/cm2. 3*104 Zellen in RECM wurden pro 24-Well auf 
den unterschiedlichen Beschichtungen in Triplikaten ausgebracht. Nach einer Kultivierungsdauer von 72 h wurde 
die RNA der REC mittels TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Diese konnte dann für die relative 
Quantifizierung in der RT-qPCR mittels SYBRGreen eingesetzt werden. Näher betrachtet wurde die 
Genexpression von ZO-1, CD31 (PECAM) und VE-Cadherin. Als Haushaltsgen diente dabei GAPDH. Die 
Quantifizierung erfolgte in Relation auf das Wachstum der REC auf der vom Hersteller empfohlenen Speed 
Coating Lösung (=1). Die Ergebnisse wurden mit Hilfe der ∆∆Ct -Methode aus n=3 ausgewertet 
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Die Genexpressionsanalyse zeigte, dass eine Beschichtung der PC-Membran die Genexpression 

einzelner Junction Proteine der REC beeinflusst. Im Vergleich zu der vom Hersteller empfohlenen Speed 

Coating Lösung (=1) war die Genexpression von ZO-1 bei allen Beschichtungen erhöht und 

insbesondere bei Kollagen I hochreguliert (Kollagen I: 6,4 ± 0,79). Auch im Vergleich zu den anderen 

Tight Junction Proteinen VE-Cadherin und CD31 war ZO-1 am stärksten exprimiert. Bei einer 

Beschichtung mit Laminin (0,97 ± 0,98), Fibronektin (0,88 ± 0,15) oder Vitronektin (0,37 ± 0,7) war VE-

Cadherin gegenüber der Speed Coating Lösung herunterreguliert. Bei einer Beschichtung mit Gelatine 

(1,77 ± 0,49) oder Kollagen I (2,68 ± 0,74) war die Genexpression von VE-Cadherin erhöht. Die 

Genexpression von CD31 war auf einer mit Gelatine- (2,14 ± 0,24), Kollagen I- (4,18 ± 0,71), Laminin- 

(1,79 ± 0,78) und Fibronektin- (1,28 ± 0,15) beschichteten Oberfläche hochreguliert. Nur bei einer 

Beschichtung mit Vitronektin (0,93 ± 0,36) wurde die Genexpression von CD31 im Vergleich zur Speed 

Coating Lösung runterreguliert. Insgesamt wies die Kollagen I- Beschichtung die höchste 

Genexpression aller Junction Proteine auf und somit die am stärksten ausgeprägten die Zell-Zell 

Verbindungen. Allerdings gibt die Genexpressionsanalyse der Junction Markerproteine keinen direkten 

Aufschluss über die Qualität der Zelladhäsion [399]. Da eine hohe Zelladhäsion relevant für die 

Ausbildung  vaskulärer Blutgefäße ist [375], wurde diese anhand einer Immunfluoreszenzfärbung in 

Kapitel 4.3.1 untersucht. Dabei konnte festgestellt werden, dass Laminin die am stärksten 

ausgeprägten Zell-Zell-Verbindungen aufweist, was durch die Genexpressionsanalyse aber nicht belegt 

werden konnte. Allerdings verankern Tight Junctions in vivo das Endothel an der Basalmembran, um 

der Mechanotransduktion und den Scherstress im Blutgefäß standzuhalten, wobei die integrale 

endotheliale Basalmembrankomponente, Laminin 511 (Laminin α5), für die Schererkennung von 

zentraler Bedeutung ist [400]. In Bezug auf die Barrierefunktion des Endothels eignet sich eine 

Beschichtung mit Kollagen I für die Kultivierung von Endothelzellen, wie die Literatur belegt [391]; [210]; 

[398] In der oBRB ist ein funktionsfähiges Endothel mit Tight Junctions essentiell. Eine hohe Expression 

der Tight Junction Proteine ist jedoch nicht zu erwarten, da eine Barrierefunktion des Choroids nicht 

wünschenswert ist [198]. Insgesamt stellten sich anhand der gemessenen Genexpression Kollagen I und 

Gelatine als geeignete Kandidaten für eine Beschichtung der PC-Membran dar. Da sich in der 

Immunfluoreszenzanalyse Laminin als geeignete Beschichtung für REC identifizieren ließ, sollte eine 

Entscheidung bezüglich der Beschichtung anwendungsspezifisch getroffen werden. Für die 

Standardkultivierung der REC wurde weiterhin die vom Hersteller empfohlene Speed Coating Lösung 

zum Beschichten der Kultivierungsflaschen verwendet. 

 

4.4 Etablierung der oBRB im Transwell 

Im Auge formt das RPE zusammen mit dem Choroid und der dazwischen befindlichen Bruch-Membran 

die äußere Blut-Retina-Schranke (oBRB). Diese selektive Barriere reguliert den Transport von 
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Nährstoffen und gelösten Stoffen zwischen der Retina und dem sub-retinalen Raum und hält damit die 

Homöostase des Auges aufrecht [145]; [374]; [165][401]. Im nächsten Schritt dieser Arbeit wurden das RPE 

nach der erfolgreichen Differenzierung von mESC-Rx-GFP sowie das etablierte retinale Endothel ko-

kultiviert. Als Vorstufe zum vaskularisierten Modell wurde die oBRB im Transwell etabliert. 

 

4.4.1 Bestimmung eines geeigneten Kultivierungsmediums 

Für die Differenzierung des RPEs wurden verschiedene Differenzierungsmedien benötigt, die sich aber 

vom Kultivierungsmedium der REC unterschieden. Für die Ko-Kultivierung von RPE und REC musste 

daher ein geeignetes Kultivierungsmedium identifiziert werden, das die Funktionen und 

Charakteristika der jeweiligen Zellen nicht beeinträchtigt [402]; [297]. Da primäre Zellen einfacher zu 

kultivieren sind als differenzierte Stammzellen, wurde das Wachstum von REC in unterschiedlichen 

Kultivierungsmedien untersucht. Dazu wurden in einer mit Speed Coating beschichteten 24-Well 

Kultivierungsplatte je 7*104 REC als Triplikate ausgebracht und in RECM, in den RPE-

Differenzierungsmedien RMM2 und RPE-M sowie in DMEM über einen Zeitraum von 7 Tagen kultiviert. 

Das für die Standardkultivierung der REC eingesetzte RECM diente als Positivkontrolle und DMEM 

aufgrund seiner Zell-unspezifischen Zusammensetzung als Negativkontrolle. Die REC wurden jeweils 

an den Tagen 1, 3 und 7 mit Trypsin-EDTA (0,25 %) abgelöst und mit Hilfe einer Neubauer Zählkammer 

die Zellzahl bestimmt. Ob das entsprechende Medium neben der Adhäsion und dem Wachstum auch 

die Morphologie der REC beeinflusst wurde mikroskopisch bestimmt (Abbildung 30). Zudem wurden, 

im Hinblick auf eine spätere Übertragbarkeit des murinen oBRB Modells auf ein humanes 

Modellsystem, das Verhalten von HUVEC in unterschiedlichen Kultivierungsmedien analysiert. In dem 

humanen oBRB Modell sollen HUVEC mit ARPE19 Zellen ko-kultiviert werde. Deshalb wurden humanen 

Endothelzellen aus der Nabelschnur (HUVEC), im gleichen Vorgehen wie die REC in einer 24-Well 

Kultivierungsplatte ohne Beschichtung ausgebracht und die Zellzahl jeweils an den Tagen 1, 3 und 7 

bestimmt. Im Gegensatz zu den choroidalen Endothelzellen die ein fenestriertes Endothel besitzen, 

weisen HUVEC ein kontinuierliches Endothel auf [396]; [163]; [403]. Neben den murinen RPE-

Differenzierungsmedien RMM2 und RPE-M wurden HUVEC in ARPE-M untersucht, da dies für die 

Kultivierung der humanen RPE-Zelllinie ARPE19 eingesetzt wird. Das standardmäßig bei der 

Kultivierung von HUVEC eingesetzte EGM2 diente als Positivkontrolle, während die Kultivierung in 

DMEM als Negativkontrolle angesehen wurde. 

Die REC konnten über einen Zeitraum von 7 Tagen in allen Medien kultiviert werden. In RECM 

verdoppelte sich die Zellzahl der REC nach einer leichten Abnahme an Tag 1 innerhalb von 7 Tagen (Tag 

7: 190 % ± 1,37). In der Negativkontrolle DMEM zeigte sich zwar das geringste Proliferationsverhalten 

(Tag 7: 159,4 % ± 1,77) der REC über die Zeit, trotzdem war ein Anstieg zu verzeichnen. In dem RPE-

Differenzierungsmedium RMM2 von DD13 (Tag 7: 175 % ± 0,9) konnten die REC adhärieren und 



Ergebnisse und Diskussion 

58 
 

proliferieren, allerdings nur minimal besser als in der Negativkontrolle. Eine Proliferation der 

Endothelzellen ist in soweit konstruktiv, bis sich ein konfluentes Endothel ausgebildet hat [385]. Das 

Kultivierungsmedium das sich zur Ko-Kultivierung der REC nach dem RECM am besten eignete war RPE-

M (Tag 7: 186,8 % ± 0,38), in dem sich die REC fast identisch wie im RECM verhielten. Im Vergleich zu 

den REC reagierten die HUVEC sensibler auf die neuen Kultivierungsumgebungen.  

 

 

Abbildung 30: Graphische Darstellung des prozentualen Wachstums von REC und HUVEC in unterschiedlichen 
Medien sowie deren Morphologie an Tag 7. A) 7*104 REC wurden in einer mit Speed Coating beschichteten 24-
Well Kultivierungsplatte ausgebracht und jeweils als Triplikate in unterschiedlichen Medien kultiviert. Als 
Positivkontrolle wurde das herkömmliche Medium RECM für die REC Kultivierung verwendet. Als 
Negativkontrolle wurde DMEM verwendet, da es keine Zell-spezifische Zusammensetzung aufweist. Analysiert 
wurde das Wachstum der REC in RMM2, welches von DD11 bis DD15 in der RPE Differenzierung eingesetzt wird 
sowie in RPE-M, welches ab DD15 Verwendung findet. B) 7*104 HUVEC wurden ebenfalls in einer 24-Well 
Kultivierungsplatte ausgebracht und jeweils als Triplikate in unterschiedlichen Medien kultiviert. Als 
Positivkontrolle wurde das herkömmliche Medium EGM2 für die HUVEC Kultivierung verwendet und als 
Negativkontrolle wurde DMEM eingesetzt. Analysiert wurde das Wachstum der HUVEC in RMM2, in RPE-M sowie 
in ARPE-M. Beide Endothelzellen wurden jeweils an Tag 1, Tag 3 sowie an Tag 7 mit 0,25 % Trypsin-EDTA abgelöst 
und die Zellzahl jeweils mit Hilfe einer Neubauer Zählkammer bestimmt. Zudem wurden die Morphologie und 
Adhäsion der Endothelzellen an Tag 7 mikroskopisch festgehalten. Maßstab 270 µm.  Inverses Lichtmikroskop 
Leica DMIL LED 
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Ähnlich wie bei der Kultivierung von REC verdoppelte sich die Zellzahl der HUVEC im empfohlenen 

Kultivierungsmedium EGM2 über einen Zeitraum von 7 Tagen (Tag 7: 302 % ± 8,3). In der 

Negativkontrolle mit DMEM konnten die HUVECs über einen Zeitraum von 7 Tagen am schlechtesten 

kultiviert werden, da im Vergleich zu Tag 0 eine signifikante (P- Wert=0,02) Abnahme an Tag 7 

festgestellt wurde (Tag 7: 17,8 % ± 0,75). Eine ebenfalls signifikant (P-Wert=0,021 für RMM2; P-

Wert=0,027 für RPE-M) schlechtere Kultivierung von HUVEC stellte sich in den murinen 

Differenzierungsmedien RMM2 (Tag 7: 15,4 % ± 0,38) und RPE-M (Tag 7: 27,3 % ± 0,76) dar. Auch hier 

stand die Kultivierung der Zellen über einen Zeitraum von 7 Tagen mit einem hohen Verlust an 

adhärenten Zellen in Verbindung. Ausschließlich die Kultivierung von HUVEC in dem für humane Zellen 

geeignete ARPE-M war erfolgreich, da die Zellzahl der zu Beginn ausgebrachten HUVEC über die Zeit 

aufrecht erhalten werden konnte (Tag 7: 119 % ± 1,1). 

Die Ergebnisse der Wachstumskurven zeigten, dass für die Ko-Kultivierung von murinen REC mit 

differenziertem RPE aus mESC-Rx-GFP das RPE-M Kultivierungsmedium am besten geeignet ist. Für die 

Ko-Kultivierung von HUVEC mit ARPE-19 ist das ARPE-M Kultivierungsmedium dagegen am besten 

geeignet ist. Für eine Ko-Kultivierung der HUVEC mit RPE eignen sich am besten humane ARPE-19 

Zellen. Viele Studien verwenden bei der Ko-Kultivierung von Zellen in unterschiedlichen 

Kompartimenten das zellspezifische Kultivierungsmedium [404]; [223]; [405]; [406]. Dass das 

Kultivierungsmedium einen starken Einfluss auf die Adhäsion und Proliferation der Zellen sowie deren 

Viabilität nimmt konnte auch anhand der Literatur belegt werden. Dabei haben sich Endothelzellen als 

wertvolle in vitro Modelle erwiesen, um wichtige physiologische und pathologische Prozesse zu 

untersuchen [164]; [375]. Bei der Interpretation experimenteller Daten allerdings ist besonders relevant, 

dass sich Endothelzellen unterschiedlicher Herkunft oftmals ähnlich, aber in vielerlei Hinsicht sehr 

unterschiedlich vor allem in Bezug auf die Genexpressionsmuster verhalten. Widersprüchliche 

Ergebnisse in Studien der letzten Jahre waren dabei auf die Verwendung unterschiedlicher 

Zellkulturmedien zurückzuführen [407]; [402]. 

 

4.4.2 Ko-Kultivierung von REC und RPE im Transwell 

Im nächsten Schritt konnte eine Ko-Kultivierung aus REC und dem differenzierten RPE im Transwell als 

oBRB Modell etabliert werden. Dazu wurde ein Transwell (0,4 µm Porengröße) auf der Innenseite mit 

Laminin (1 µg/cm2; 1 h) beschichtet und die Unterseite anschließend mit Speed Coating Lösung (0,2 % 

Gelatine; 2 min) bei Raumtemperatur. 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen aus der Differenzierung von mESC-

Rx-GFP wurden an DD11 auf der Innenseite des Transwells ausgebracht und bis DD18 zu RPE 

differenziert. Anschließend wurde das Transwell luftblasenfrei um 180 ° gedreht und in ein RPE-M 

befülltes 12-Well eingebracht. 3*104 REC wurden auf der Unterseite des Transwells in RECM 

ausgebracht und den Zellen die Möglichkeit gegeben über Nacht zu adhärieren. Anschließend wurde 
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das Transwell wieder in seine Ausgangsposition gebracht und in eine 24-Well Kultivierungsplatte mit 

RPE-M überführt. Die Ko-Kultivierung des differenzierten RPEs und der REC fand über einen Zeitraum 

von 5 Tagen statt. Anschließend wurde die Ko-Kultur mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X 

(0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert. Mit Hilfe der 

Immunfluoreszenz wurden das Tight Junction Protein ZO-1 sowohl im differenzierten RPE, als auch in 

den REC nachgewiesen. Dazu wurden Antikörper, die in verschiedenen Wirten produziert wurden 

verwendet. Die Zellkerne wurden mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-

TRITC (0,1 µM) visualisiert. Anschließend wurde die oBRB Ko-Kultur konfokalmikroskopisch untersucht 

und die Zellstrukturen anhand von Z-Stack-Projektion in 3D dargestellt. Zudem fand anhand der 

Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Das Ergebnis ist in Abbildung 

31 dargestellt. Anhand der Immunfluoreszenz konnte gezeigt werden, dass die Ko-Kultivierung von REC 

und dem differenzierten RPE über einen Zeitraum von 5 Tagen in einem Transwell mit 0,4 µm Poren 

erfolgreich war. Die REC bilden einen homogenen Zelllayer über die gesamte Membran. Die Zellen sind 

jedoch wie zu erwarten weniger dicht angeordnet als die RPE Zellen. Die Differenzierung des RPEs aus 

mESC-Rx-GFP war erfolgreich, da durch die Tight Junctions eine hexagonale Zellmorphologie 

nachgewiesen werden konnte. Auch der RPE Zelllayer war über die gesamte Membran des Transwells 

homogen. Der deutliche Nachweis der Tight Junctions zwischen den Zellen stellt ein Indiz für die 

Barrierefunktion der oBRB dar. [165]; [198] 
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Abbildung 31: Immunfluoreszenz der etablierten oBRB im Transwell. Dazu wurde ein Transwell mit 0,4 µm 
Porengröße auf der Oberseite mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) beschichtet und die Unterseite für mit Speed Coating 
Lösung (2 min). Anschließend wurden 9,4*104 RPE Vorläuferzellen von DD11 auf der Innenseite des Transwells 
ausgebracht und bis DD18 differenziert. Danach wurde das Transwell luftblasenfrei um 180 ° gedreht und 3*104 
REC auf der Unterseite des Transwells in 200 µl RECM ausgebracht. Anschließend fand eine Ko-Kultivierung des 
RPEs und der REC in korrekter Orientierung über 5 Tage statt. Eine schematische Darstellung der oBRB im 
Transwell ist in B7 zu sehen. Anschließend wurde die Ko-Kultur mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X 
(0,1%; 4 min; RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert. Mit Hilfe der Immunfluoreszenz 
wurden das Tight Junction Protein ZO-1 im RPE (A2)und in den REC (A3) visualisiert. Die Zellkerne wurden 
zusätzlich mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM; A4) visualisiert. 
Zudem wurde eine Hellfeldaufnahme der PC-Membran gemacht (A5). Die Überlagerung aller Aufnahmen ist in 
A6 dargestellt. Z-Stack -Projektionen (B1-B6) im Umfang von 200 µm wurden aufgenommen, um die räumliche 
Aufteilung der oBRB zu visualisieren. Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skalierung der 
Tiefenfärbung in 10er Schritten: 0=blau; rot=70. 
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Das in der Immunfluoreszenz erzielte Ergebnis kann anhand der Literatur bestätigt werden. Dabei 

konnte demonstriert werden, dass in einer im Kontakt stehenden Ko-Kultur aus humanen REC und 

hESC-RPE ein homogener Endothelzelllayer zu finden ist. In Anwesenheit der REC änderte sich weder 

die allgemeine Morphologie noch die Feinstruktur des hESC-RPE, wie anhand der Tight Junction 

verdeutlicht werden konnte [406]. Der Austausch von REC und RPE durch die poröse Grenzfläche 

ermöglicht eine Kommunikation zwischen den Zellen ähnlich wie im Organismus [408]. Die modellhafte 

Rekonstruktion der oBRB im Transwell oder in Organ-on-chip Systemen kann für 

Arzneimittelpermeabilitätstests eingesetzt werden [124]; [146]. 

 

4.4.3 Funktionalitätstest der oBRB  

Nach erfolgreicher Etablierung der oBRB im Transwell wurde deren Barriereintegrität anhand eines 

Permeabilitätstests sowie der Messung des elektrischen Widerstands analysiert und validiert. Die 

Bildung von Diffusionsbarrieren, die Kompartimente unterschiedlicher Struktur trennen und 

aufrechterhalten, ist nämlich eine grundlegende Voraussetzung für die physiologische 

Leistungsfähigkeit von Organen [409].  

 

4.4.3.1 Dextranassay zur Untersuchung der Barriereintegrität der oBRB im Transwell 

Um die Dichtigkeit der oBRB zu untersuchen wurde ein Permeabilitätstest durchgeführt. Der 

Permeabilitätsassay beruht auf der Fluoreszenzintensitätsmessung von Fluoresceinisothiocyanat 

(FITC)-konjugiertem Dextran, welches parazellulär durch die kultivierten Zelllayer passieren kann [410]. 

Dextran ist ein Glucosepolymer, das häufig als Tracermolekül Einsatz findet [411]. Aufgrund seiner leicht 

zugänglichen Hydroxyl- und Carbonylgruppen stellt es ein geeignetes Molekül für die 

Fluoreszenzmarkierung dar. Da es nicht aktiv von Zellen transportiert wird, aber leicht in Wasser gelöst 

werden kann, wird Dextran häufig in Permeabilitätsstudien eingesetzt [412]. Die Strukturformel von 

Dextran ist in Abbildung 32 dargestellt.  

  

Abbildung 32: Strukturformel von Dextran. Dextrane sind D-Glucose Polysaccharide, die durch Hefen und 
Bakterien produziert werden und Molekülmassen zwischen 10 und 50 kDa besitzen. [411]  
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RPE und Choroid sind in vivo durch die dünne Bruch-Membran (≈4 μm) getrennt [145], welche durch die 

poröse, mit EZM-Proteinen beschichtete Membran des Transwells ersetzt wird. Ein intakter und 

konfluenter Zelllayer ist ein wesentlicher Bestandteil jeder in vitro Permeabilitätsstudie. Für die 

Rekonstruktion der oBRB im Transwell wurden Transwelleinsätze mit einer Porengröße von 0,4 µm in 

eine 24-Well Kultivierungsplatte eingebracht. Die Innenseite des Transwells wurde für 1 h mit Laminin 

(2 µg/cm2) beschichtet und mit DD11 RPE besiedelt, wobei das RPE aus mESC-Rx-GFP differenziert 

wurde. Die mESC-Rx-GFP wurden in einer 96-ULW Kultivierungsplatte ausgebracht, um Organoide zu 

generieren. Die GFP-positiven Organoide wurden mechanisch mit Hilfe von Kanülen aufgebrochen und 

auf einer Laminin-beschichteten (1 µg/cm2) 12-Well Kultivierungsplatte bis DD11 differenziert. Die 

RPE-Vorläuferzellen wurden an DD11 selektiert und 9,4*104 Zellen auf der Innenseite des Transwells 

ausgebracht. Anschließend wurden die RPE-Vorläuferzellen bis DD18 zu RPE differenziert. Die 

Unterseite des Transwells wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet und 

anschließend mit 3*104 REC in RECM besiedelt (Abbildung 33). Als Kontrolle wurden beschichtete 

Transwells ohne Zellen verwendet. Die parazelluläre Permeabilität in den statischen Kulturen der oBRB 

konnte anhand des, die Barriere passierten, Dextrans auf den REC am Wellboden ermittelt werden. 

Diese REC wurden in einer Zellzahl von 3*104 auf dem Wellboden einer 24-Well Kultvierungsplatte 

ausgebracht und über einen Zeitraum von 3 Tagen bis zur Konfluenz kultiviert. Für den 

Permeabilitätstest wurde das Kultivierungsmedium mit gelöstem 10 kDa Dextran-FITC in einer 

Konzentration von 20 mg/ml versetzt und in die Innenseite des Transwells gegeben. Nach einer 

Inkubation von 24 h wurde das Dextran-haltige Kultivierungsmedium ersetzt, um die 

Hintergrundfluoreszenz zu mindern. Anschließend wurde das passierte Dextran auf den am Wellboden 

befindlichen Endothelzellen durch die Konfokalmikroskopie visualisiert. Die Mikroskopieaufnahmen 

wurden mit Hilfe der FIJI Software analysiert und so die korrigierte totale Zellfluoreszenz (CTCF) 

ermittelt. Dazu wurde das Produkt aus mittlerer Hintergrundfluoreszenz und ausgewählter Fläche von 

der integrierten Dichte subtrahiert. Zur Kontrolle wurden zudem REC ohne Dextran-Zugabe sowie das 

Kultivierungsmedium untersucht, um Hintergrundfluoreszenzen auszuschließen. Beides konnte als 

Quelle für Hintergrundsignale ausgeschlossen werden. 
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Anhand der Immunfluoreszenz wurde ersichtlich, dass in der Transwellkontrolle ohne Zellen viel 

Dextran durch die Poren gelangt (CTCF= 1187048 ± 105474). Im Vergleich zur Kontrolle konnte eine 

Zellschicht aus REC (CTCF= 443912 ± 106155) das Passieren des Dextrans durch die poröse Membran 

Abbildung 33: Verwendung von FITC-konjugiertem Dextran zum Nachweis der Barriereintegrität von oBRB 
Zelltypen in Transwells. In eine 24-Well Kultivierungsplatte wurden Transwelleinsätze mit einer Porengröße von 
0,4 µm eingebracht. Diese wurden auf der Innenseite für 1 h mit Laminin (2 µg/cm2) beschichtet. Die Unterseite 
wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet. Auf die Innenseite des Transwells wurden 9,4*104 
RPE Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und bis DD18 differenziert. Dann wurden auf die Unterseite des 
Transwells jeweils 3*104 REC in 200 µl RECM ausgebracht (A4). Für die Kontrolle wurden beschichtete Transwells 
ohne Zellen verwendet (A1). Zudem wurden die Barriere aus REC (A2) oder RPE (A3) zum Vergleich verwendet. 
Zur vergleichenden Betrachtung der parazellulären Permeabilität in statischen Kulturen der oBRB wurden auf 
den Wellboden der 24 Well Kultvierungsplatte je 3*104 REC ausgebracht und über einen Zeitraum von 3 Tagen 
bis zur Konfluenz kultiviert. Anschließend wurde das Kultivierungsmedium mit gelöstem 10 kDa Dextran-FITC in 
einer Konzentration von 20 mg/ml versetzt und in die Innenseite des Transwells gegeben. Nach einer Inkubation 
für 24 h wurde das Kultivierungsmedium ersetzt. Die Endothelzellen auf den Wellböden wurden mittels 
Konfokalmikroskopie analysiert. Die korrigierte totale Zellfluoreszenz (CTCF) wurde anschließend mit Hilfe der 
FIJI Software ermittelt und auf das Transwell ohne Zellen normiert. Maßstab 50 µm. Carl Zeiss LSM8000 
Konfokalmikroskop. 
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des Transwells signifikant (P-Wert=0,023) vermindern, einer Senkung um 54,21 % entspricht. Auch das 

differenzierte RPE (CTCF= 543627 ± 239759) konnte im Vergleich zur Kontrolle einen signifikanten (P-

Wert=0,038) Unterschied bei der Messung der Fluoreszenzintensität des passierten Dextrans erzielen. 

Dabei wurde die Fluoreszenzintensität um 60,38 % gesenkt. Auch die Ko-Kultur aus differenziertem 

RPE und REC (CTCF= 470367 ± 286881) konnte das Passieren von Dextran durch die poröse Membran 

des Transwells im Vergleich zur Kontrolle signifikant (P-Wert=0,001) um 62,61 % reduzieren. Zwischen 

der Kontrolle und den REC nahm die Fluoreszenzintensität deutlich ab. Verglichen mit dem 

differenzierten RPE reduzierte sich die Fluoreszenzintensität gegenüber der REC nochmals. Insgesamt 

die geringste Fluoreszenzintensität wies die Ko-Kultur aus differenziertem RPE und REC auf. Ob dieses 

Ergebnis auf den doppelten Zelllayer aus RPE und REC zurückzuführen ist kann in einem weiteren 

Versuch gezeigt werden. Dabei werden die REC durch andere Endothelzellen wie beispielsweise 

hCMEC aus dem Hirn ersetzt, die eine dichte Barriere aufgrund des kontinuierlichen Endothels 

aufweisen oder LSEC aus der Leber, die aufgrund des sinusoidalen diskontinuierlichen Endothels eine 

weniger dichte Barriere ausbilden [163]; [171]; [413]; [63]; [414]. Anhand dieser Werte konnte gezeigt werden, 

dass die rekonstruierte oBRB aus differenziertem RPE und REC die höchste Barriereintegrität aufwies. 

Dieses Ergebnis kann durch die Literatur gestützt werden, da auch bei der Ko-kultivierung von 

humanen REC und humanen ESC-RPE-Zellen die Barrierefunktion erhöht wurde [406]. Dass die Größe 

des Dextrans mit 10 kDa für die oBRB angemessen ist zeigten oBRB Modellsysteme anderer Studien, 

in welchen 10 kDa FITC-Dextran zum Nachweis der Barriereintegrität von ARPE19 Zellen und HUVEC 

im Transwell gewählt wurde [145]. Dass das eingesetzte Dextran neben dem parazellulären Weg auch 

transzellulär passieren kann wird durch die Literatur ausgeschlossen. Bisher konnten keine Nachweise 

über die Expression von Membranrezeptoren, welche die Transzytose von Dextran durch Epithel oder 

Endothel vermitteln erbracht werden [415]. Die beobachtete Pinozytose von Dextran stellt einen sehr 

langsamen Prozess dar und ist im Vergleich zum parazellulären Transport vernachlässigbar [409]. Die 

Ergebnisse der Permeabilitätsstudie der im Transwell etablierten murinen oBRB belegen die 

Barriereintegrität des aus mESC-Rx-GFP differenzierten RPEs.  

 

4.4.3.2 TEER-Messung zur Untersuchung der Barriereintegrität der oBRB im 

Transwell 

Um die Barriereintegrität der im Transwell etablierten oBRB zu validieren, wurde zusätzlich zum 

Dextran-basierten Permeabilitätsassay der transepitheliale/transendotheliale elektrische Widerstand 

(TEER) der Zellen bestimmt. Der TEER stellt eine quantitative Methode zur Messung der Integrität und 

Permeabilität von Endothel und Epithel dar, wobei die nicht-invasive Messung in Echtzeit durchgeführt 

wird [416]; [417]. Basis der Messung ist der elektrische Widerstand in Ohm, welcher mit handelsüblichen 

Messsystemen wie dem Epithelial Voltohmmeter (EVOM3) analysiert werden kann [418]; [417]. Zur 
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Bestimmung des TEER wurden Transwells mit 0,4 µm Poren wie in Kapitel 4.4.3.1 präpariert. 

Anschließend fand eine Ko-Kultivierung des differenzierten RPEs und der REC über 15 Tage im 

Transwell in RPE-M statt. Jeden zweiten bzw. dritten Tag wurde eine TEER-Messung durchgeführt, mit 

DD21 der RPE Differenzierung als Startpunkt (Abbildung 34 ). Für die TEER-Messung wurde eine 

Elektrode des Voltohmmeters in das obere Kompartiment und die andere in das untere Kompartiment 

eingebracht, wobei eine Wechselstrom-Rechteckwelle mit einer Frequenz von 12,5 Hz angelegt wurde 

[417]. Jedes Elektrodenpaar enthält ein Silber/Silberchlorid-Pellet zum Messen der Spannung und eine 

Silberelektrode zum Leiten des Stroms. Das Messverfahren umfasst die Messung des Leerwiderstands 

(RBLANK) der semipermeablen Membran ohne Zellen und die Messung des Widerstands über die 

Zellschicht auf der semipermeablen Membran (RTOTAL). Als Leerwiderstand diente ein 0,4 µm poröses, 

beschichtetes Transwell mit RPE-M (Abbildung A1). Als Kontrolle dafür, dass der Einfluss einer 

zusätzlichen Zellschicht den TEER-Wert nicht beeinflusst, wurden die Zellen der Transwellunterseite 

ebenfalls auf den Wellboden ausgebracht (Abbildung C1-C3). Der zellspezifische Widerstand (RTISSUE) in 

Ω wird durch die Differenz von RTOTAL und RBLANK errechnet. Dabei ist der Widerstand umgekehrt 

proportional zur effektiven Fläche der semipermeablen Membran (MAREA). TEER-Werte entstehen 

typischerweise aus dem Produkt von RTISSUE(Ω) und MAREA (cm2) und werden in Ω*cm2 angegeben [419]; 

[417]. 
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Dass sich der TEER-Wert bei der Ko-Kultivierung der zwei Monolayer an unterschiedlichen Orten nur 

unwesentlich unterscheidet konnte anhand der Kontrolle nachgewiesen werden. Generell zeigte sich 

eine steigende Tendenz der TEER-Werte über den Messzeitraum von 14 Tagen, wobei der größte 

elektrische Widerstand an DD28 mit (REC= 73,5 Ω*cm2 ± 1,78; RPE= 132,07 Ω*cm2 ± 1,78; Ko-Kultur= 

172,07 Ω*cm2 ± 1,84) festzustellen war. Der TEER-Wert der REC (50,67 Ω*cm2 ± 1,85) an DD21 

vergleichsweise am geringsten ist, während die Werte des RPEs (78,03 Ω*cm2 ± 3,25) zwischen dem 

TEER-Wert der Ko-Kultur (117,8 Ω*cm2 ± 4,16) und dem der REC lag. Die Literatur beschreibt, dass die 

TEER Messwerte des RPE-Retinagewebes bei 133 ± 7 Ω·cm2 (n=32) einzuordnen sind [420]. Die 

ermittelten Messwerte der Ko-Kultur aus differenziertem RPE und REC liegen höher als in der Literatur 

angegeben, entsprechen aber der Messung des differenzierten RPEs an DD28. TEER-Messungen von 

primärem Maus-RPE haben in anderen Studien nur einen Wert von 30 Ω*cm2 ergeben [204], während 

bei der TEER-Messung von murinem iPS-RPE ungefähr 60 Ω*cm2 ermittelt wurden [42]. Zudem wird in 

der Literatur beschrieben, dass die TEER-Werte von murinem iPS-RPE oder murinem primären RPE 

niedrigere Messergebnisse hervorrufen als bei humanem iPS-RPE. Dabei lagen die TEER-Messungen 

Abbildung 34: Messung des transespithelialen elektrischen Widerstands (TEER) von Zelltypen der oBRB. Zur 
Bestimmung des TEER wurden Transwells mit 0,4 µm Poren auf der Innenseite für 1 h mit 2 µg/cm2 Laminin 
beschichtet. Auf die Innenseite des Transwells wurden 9,4*104 RPE Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und 
bis DD18 differenziert. Die Unterseite des Transwells wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet 
und jeweils 3*104 REC in 200 µl RECM ausgebracht. Nachdem diese über Nacht adhärieren konnten, wurde das 
Transwell in korrekter Orientierung in eine 24-Well Kultivierungsplatte mit RPE-M überführt. Anschließend fand 
eine Ko-Kultivierung des RPEs und der REC über 15 Tage im Transwell statt. Jeden zweiten Tag wurde ein 
Mediumwechsel mit RPE-M sowie eine TEER-Messung durchgeführt. Start der TEER-Messung war DD21 des RPEs 
und wurde ausgehend davon an DD23, DD26, DD28, DD30, DD33 sowie DD35 durchgeführt. Bei den Messungen 
diente ein beschichtetes Transwell ohne Zellen als Leerwiderstand (A1). Referenziert auf den Leerwiderstand 
wurde der TEER in den Transwells mit REC (B1), differenziertem RPE (B2) und der Ko-Kultur (B3) bestimmt. Bei 
den Kontrollen befanden sich die Zellen auf dem Wellboden (C1-C3). 
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von humanen iPS-RPE-Linien im Bereich von 150 bis 350 Ω*cm2 [421]. Schwankungen des TEER-Werts 

können aufgrund von Faktoren wie Temperatur [150], Medienzusammensetzung und Zellpassage 

auftreten [418]; [417]. Idealerweise sollten TEER-Messungen in einem Inkubator bei 37 °C durchgeführt 

werden oder bei Raumtemperatur durchgeführten TEER-Messungen das Medium für 20 min bei 37° C 

äquilibriert worden sein [417]. Zudem sind für stabile Messwerte die Elektrodenpositionen zu beachten 

[417] [422]; [423]. Abgeleitet von dem elektrischen Widerstand veranschaulicht der erhöhte TEER das 

Vorhandensein von Tight Junctions und gibt damit Aufschluss über die Barriereintegrität[421]. Durch die 

TEER-Messungen kann die Integrität der Barriere in einer Ko-Kultur mit differenzierten RPE aus mESC-

Rx-GFP und REC validiert werden. Zudem wurde bestätigt, dass die Barriereintegrität der Ko-Kultur wie 

in der in vivo oBRB am größten ist und das differenzierte RPE in Kultur eine höhere Barrierefunktion 

als die REC aufweist.  

 

4.5 Etablierung der oBRB im vasQchip 

Die Organ-on-chip-Technologie bietet die Möglichkeit, durch in vitro Studien wichtige grundlegende 

Informationen zu erhalten, indem physiologische Funktionen von in vivo Geweben besser reproduziert 

werden können [377]. Organ-on-chip Systeme integrieren nicht nur Zellen in einer 3D-Organisation, 

sondern bieten auch die Möglichkeit einer Ko-Kultivierung von Zellen unter mikrofluidischen 

Bedingungen [424]; [425]. Poröse Membranen ermöglichen die Aufteilung zellulärer Mikroumgebungen in 

vitro, während sie gleichzeitig ein physikalisches und biochemisches Kommunizieren zwischen den 

Zellen erlauben [386]. Für die Etablierung der oBRB in einem Organ-on-chip System wurde in dieser 

Arbeit der am KIT entwickelte vasQchip [125] verwendet (Abbildung 35). 
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4.5.1 Bestimmung der Zellzahl zur Kultivierung von REC im vasQchip 

Für eine dem Organismus ähnliche Darstellung der oBRB in vitro wurde zunächst das Choroid im Organ-

on-chip System etabliert. Dafür wurden zunächst REC in den Mikrokanal des vasQchips [125] wie in 

Abbildung 36 eingebracht. Das Endothel wurde anschließend charakterisiert, da ein konfluentes 

retinales Endothel im Mikrokanal unerlässlich für die Rekonstruktion eines funktionsfähigen, 

vaskularisierten in vitro Modells ist [426]. Aufgrund der halbrunden Geometrie des Mikrokanals konnte 

die Zellzahl einer konfluenten 2D Kultur nicht exakt auf den Mikrokanal übertragen werden. Die 

näherungsweise Ermittlung einer geeigneten Zellzahl für die Besiedelung des Mikrokanals fand anhand 

der Mikrokanalfläche von etwa 0,326 cm2 statt. Um eine geeignete Zellzahl zur konfluenten 

Besiedelung des Mikrokanals zu identifizieren wurden unterschiedliche Zellzahlen getestet. Vor dem 

Einbringen der REC in den Mikrokanal wurde dieser für 2 min mit Speed Coating Lösung inkubiert und 

anschließend 20 µl der jeweiligen Zellsuspension eingebracht (5*104, 10*104, 20*104 Zellen). Da eine 

geeignete Porengröße der PC-Membran für die Kultivierung der REC noch nicht ermittelt wurde, 

fanden zunächst Mikrokanäle mit dem kleinsten Porendurchmessser von 1 µm Einsatz. Der vasQchip 

wurde nach dem Einbringen der REC in den Mikrokanal im vasQturn (1 h) inkubiert, um eine homogene 

Adhäsion der Zellen zu gewährleisten.  

 

Abbildung 35 Abbildung 31: Schematische Darstellung des vasQchips als Organ-on-chip Modellsystem. Im 
semizirkulären porösen Mikrokanal befinden sich retinale Endothelzellen der Maus und im umgebenden 
Kompartiment retinales Pigmentepithel, welches aus der Differenzierung von murinen embryonalen 
Stammzellen stammt. Zudem besteht die Möglichkeit, Hydrogele als Extrazelluläresmatrix-Analog im 
umgebenden Kompartiment einzufügen und das Modellsystem mit der Mikrofluidik zu verbinden. Die Zellen der 
rekonstruierten oBRB können aufgrund des Aufbaus des vasQchips durch das Deckglas mikroskopisch analysiert 
werden. 
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Nach einer anschließenden statischen Inkubation von 3 h wurde das Kultivierungsmedium (RECM) 

abgenommen und die Zellen mit 5-Chlormethylfluoresceindiacetat CellTracker Green (CMFDA; 20 µM; 

30 min) inkubiert. Anhand der Fluoreszenzfärbung kann die Lokalisation, Verteilung und die Zelldichte 

der ausgebrachten REC im Mikrokanal des vasQchips überprüft werden. CellTracker Green CMFDA ist 

ein fluoreszierendes Molekül, das die Zellmembran ungehindert passieren kann und im Zellinneren zu 

einem nicht-membrangängigen Produkt umgewandelt wird [427]; [428]. Dieses ist laut Herstellerangaben 

für mindestens 72 h stabil, nicht toxisch und wird darüber hinaus nicht an benachbarte Zellen 

übertragen. Das Extinktionsmaximum von CellTracker Green CMFDA liegt bei 492 nm und das 

Emissionsmaximum bei 517 nm. Die Strukturformel von CellTracker Green CMFDA ist in Abbildung 37 

dargestellt. 

 

 

 

 

 

Abbildung 36: Schematische Darstellung des vasQchips als Organ-on-chip Modellsystem [125]. Besiedelt ist der 
Mikrokanal mit primären retinalen mikrovaskulären Endothelzellen aus dem B129S2/SvPasCrl Mausstamm (REC). 

Abbildung 37: Strukturformel des fluoreszierenden Farbstoffs 5-Chlormethylfluoresceindiacetat CellTracker 
Green (CMFDA) zur Markierung von Zellbewegung oder -lokalisation. 
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Mit Hilfe der Konfokalmikroskopie wurden die Adhäsion und die Verteilung der REC nach 3 h im 

Mikrokanal untersucht (Abbildung 38). Insgesamt war festzustellen, dass der Mikrokanal mit einer 

Zellzahl von 5*104 (A1-A3) REC nur unvollständig besiedelt war, während das Einbringen von 10*104 

(B1-B3) und 20*104 (C1-C3) REC zu einer homogenen Verteilung führte. Beeinflusst werden kann die 

Verteilung der Zellen laut Literatur durch die Methode des Aussäens. Dabei können sich um 

lebensfähige Kulturen in mikrofluidischen Systemen zu erhalten, die Verfahren je nach 

Mikrokanaldesign und -geometrie von einem Experiment zum anderen erheblich unterscheiden [429]. 

Das Einbringen von 20 µl Zellsuspension in den Mikrokanal des vasQchips mit anschließender 

rotierender Inkubation stellt eine gute Möglichkeit zur Besiedelung dar wie anhand der Verteilung der 

REC erkennbar ist. Eine zu hohe Zelldichte wie beim vasQchip mit 20*104 REC führt zu einer schnelleren 

Nährstoffverarmung und Abfallansammlung, was zu einer Änderung der physikalisch-chemischen 

Eigenschaften einschließlich pH-Wert und Gaskonzentrationen führt. Diese Faktoren wirken sich 

langfristig gesehen nachteilig, vor allem in Bezug auf die Vitalität der Zellkultur aus [128][430]. Der 

interzelluläre Zellkontakt und -abstand wird jedoch von der Aussaatdichte der Zellen beeinflusst, 

weshalb eine zu geringe Zellzahl für die Ausbildung eines konfluenten Endothels aufgrund der 

niedrigen Proliferationsrate der Zellen hinderlich ist.  Die Literatur beschreibt, dass zudem die EZM-

Produktion, die Genexpression, die Zytokinproduktion und die Chemotaxis von mesenchymalen 

Stammzellen durch die Aussaatdichte beeinflusst wurde [431]. Andere Studien zeigten zudem, dass die 

Zellaussaatdichte auch eine wichtige Rolle bei der Zellproliferation und -differenzierung spielt [432]–

[434][435][436]. Einfluss auf die Zelladhäsion hat auch die Zahl der Passage der Zellen, da diese mit einem 

Alterungsprozess gleichgesetzt werden kann [437]. Aufgrund dessen wurde für die Besiedelung des 

Mikrokanals des vasQchips eine Zellzahl von 10*104 REC in der Passage 5 gewählt. 
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4.5.2 Bestimmung der Porengröße zur Kultivierung von REC im vasQchip 

Die poröse PC-Membran erlaubt als Grenzfläche einen Austausch von Sauerstoff, Nährstoffen und 

Abfallprodukten zwischen verschiedenen Geweben in unterschiedlichen Kompartimenten [386]. Zudem 

können die Endothelzellen im Mikrokanal mit dem umliegenden Epithel im umgebenden 

Kompartiment kommunizieren. Da der Kultivierungsuntergrund Einfluss auf die Adhäsion, Proliferation 

Abbildung 38: Bestimmung der Zellzahl für eine Besiedelung des Mikrokanals im vasQchip mit REC. Der 
Mikrokanal wurde für 2 min mit Speed Coating Lösung bei RT inkubiert und anschließend 20 µl verschiedener 
Zellzahlen in den Mikrokanal des vasQchips mit 1 µm Poren eingebracht (5*104, 10*104, 20*104). Die REC wurden 
nach dem Einbringen in den Mikrokanal für 1 h im vasQturn inkubiert, um den Zellen die Möglichkeit einer 
homogenen Adhäsion zu geben. Nach einer anschließenden statischen Inkubation von 3 h wurde das RECM 
abgenommen und die Zellen für weitere 30 min mit 20 µM 5-Chlormethylfluoresceindiacetat CellTracker Green 
(CMFDA) inkubiert. Anschließend wurden die Proben durch das Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED bei einer 
Anregung von 488 nm (A2; B2; C2) und Hellfeldaufnahmen (A1; B1; C1) visualisiert. Die Aufnahmen A3; B3, C3 
zeigen deren Überlagerung. Maßstab 100 µm. 
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und Genexpression der Zellen nimmt [438], wurden PC-Membranen mit unterschiedlicher Porosität für 

die Kultivierung der REC im Mikrokanal untersucht (Abbildung 39). 

 

 

 

 

 

Abbildung 39: Retinale Endothelzellen im Mikrokanal des vasQchips mit unterschiedlichen Porengrößen. Es 
wurden drei verschiedene Porengrößen von 1 µm, 3 µm und 5 µm verwendet. Der Mikrokanal wurde für 2 min 
mit Speed Coating Lösung bei RT inkubiert. Je 20 µl mit 5*104 REC wurden in den Mikrokanal eingebracht, um 
die Adhäsion dieser anschließend vergleichend zu betrachten. Um eine homogene Adhäsion im Mikrokanal zu 
gewährleisten, wurden die REC nach dem Einbringen für 1 h im vasQturn inkubiert. Nach einer anschließenden 
statischen Inkubation von 3 h wurde das RECM abgenommen, die Zellen für weitere 30 min mit 20 µM CellTracker 
Green CMFDA inkubiert und abschließend mittels Konfokalmikroskopie vergleichend betrachtet. Anschließend 
wurden die Proben durch das Inverses Lichtmikroskop Leica DMIL LED bei einer Anregung von 488 nm (A2; B2; 
C2) und Hellfeldaufnahmen (A1; B1; C1) visualisiert. Die Aufnahmen A3; B3, C3 zeigen deren Überlagerung. 
Maßstab 100 µm. 
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In handelsüblichen Zellkultureinsätzen liegt die Porengröße im Bereich von 400  nm bis 8 μm [386]. Für 

die Kultivierung der REC wurden PC-Membranen mit drei verschiedene Porengrößen (1 µm, 3 µm, 

5 µm) verwendet. Je 5*104 REC wurden in den Mikrokanal eingebracht, um die Adhäsion der Zellen auf 

dem porösen Untergrund vergleichend zu betrachten. Nachdem eine homogene Adhäsion der Zellen 

an der Mikrokanalwand durch den Einsatz des vasQturns gewährleistet wurde, konnten die REC nach 

3 h Inkubation mit CellTracker Green CMFDA (20 µM; 30 min) visualisiert werden. Bei vergleichender 

Betrachtung konnte mit Hilfe der Konfokalmikroskopie festgestellt werden, dass eine Oberfläche mit 

großen Poren die Adhäsion der REC erschwerte. Die Verteilung der REC auf 5 µm Poren war inhomogen 

und auch bei 3 µm Poren war die Verteilung der Zellen suboptimal. Hierbei wurde die Oberfläche des 

Mikrokanals aufgrund der Zellaggregation zu kleinen Clustern nur unvollständig bedeckt. 

Ausschließlich bei 1 µm Poren konnte eine homogene Verteilung sowie eine gute Zelladhäsion der REC 

über den gesamten Mikrokanal identifiziert werden. Ein Abgleich mit der Literatur zeigt, dass bei der 

Besiedelung von porösen Membranen die Auswirkungen von Porengrößen und Porenabstand auf das 

Wachstum von Endothelzellen noch wenig untersucht sind. Poröse 3D-Gerüste werden häufig in 

Geweberekonstruktionen verwendet [122] und stellen eine geeignete Mikroumgebungen zur 

Unterstützung des Zellwachstums und der Zellfunktionen bereit. Die strukturellen Eigenschaften, wie 

beispielsweise Porosität und Porengröße der Gerüste haben direkte Auswirkungen auf ihre 

Funktionalität sowohl in vitro als auch in vivo [439]. Studien haben gezeigt, dass Faktoren wie die Art der 

Poren, die Porengröße und der Abstand zwischen den Poren das Wachstum von Endothelzellen 

beeinflusst [440]. Für die Kultivierung von Endothelzellen wurden in der Literatur Poren im Durchmesser 

von 0.5 μm bis 3.0 μm eingesetzt [441]. Aufgrund der Ergebnisse aus der Immunfluoreszenzanalyse und 

dem Vergleich mit der Literatur wurde für die Kultivierung von REC im Mikrokanal des vasQchips eine 

Porengröße von 1 µm gewählt. 

 

4.5.3 Kultivierung von REC im vasQchip 

Die Kultivierung von Zellen unter Verwendung mikrofluidischer Systeme findet in der experimentellen 

Zellbiologie immer häufiger Einsatz [130]. Nachdem eine geeignete Porengröße und Zellzahl für die 

Kultivierung der REC im Mikrokanal des vasQchips identifiziert wurde, sollte im nächsten Schritt 

festgestellt werden, ob die REC über einen längeren Zeitraum im Mikrokanal kultiviert werden können. 

Zudem sollte analysiert werden, ob der vasQchip eine geeignete Mikroumgebung für die 

Differenzierung von RPE aus mESC-Rx-GFP bereitstellt. 

 

4.5.3.1 Einfluss der Beschichtung auf die Kultivierung von REC im vasQchip 

Bei der Etablierung des Endothels in einer 2D Zellkultur wurde bereits der Einfluss der Beschichtung 

auf die Adhäsion der REC untersucht. Ob diese Beschichtung auch für die 3D Kultivierung der REC im 
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1 µm porösen Mikrokanal des vasQchips eingesetzt werden kann, wurde in Zusammenarbeit mit B. Sc. 

Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit analysiert. Der poröse Mikrokanal wurde mit den am besten 

geeigneten Beschichtungen aus der 2D Kultivierung - Gelatine (2 mg/cm2) (Abbildung 40), Kollagen I 

(20 µg/cm2) (Abbildung 41) oder Laminin (2 µg/cm2) (Abbildung 42) für 1 h inkubiert. Der beschichtete 

Mikrokanal wurde jeweils mit 1·105 REC besiedelt, wobei eine homogene Verteilung der Zellen durch 

den vasQturn gewährleistet wurde. Anschließend folgte eine Kultivierung über den Zeitraum von 

einem Tag (T1), 3 Tagen (T3) und 7 Tagen (T7). Nach dem Beenden der Kultivierung wurden die REC im 

Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert und die Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml) visualisiert. 

Anhand der mikroskopischen Analyse konnte gezeigt werden, dass die REC auf allen gewählten 

Beschichtungen im porösen Mikrokanal des vasQchips adhärieren konnten und eine statische 

Kultivierung über 7 Tage möglich war. Es zeigten sich jedoch Unterschiede in der Anzahl an adhärierten 

REC und deren Verteilung über den Mikrokanal. Kollagen I (Abbildung 40) erwies sich als geeignete 

Beschichtung zur Besiedelung des porösen Mikrokanals mit REC. Auch in der 2D Kultivierung (4.3.1) 

zeigte sich Kollagen I mit einer vergleichsweise erhöhten Genexpression der Junction Proteine 

gegenüber anderen Beschichtungen. Die REC bildeten auf der Kollagen I Beschichtung an Tag 1 einen 

homogenen Zelllayer über den gesamten Mikrokanal des vasQchips aus. Zudem konnten die REC über 

den gesamten Zeitraum von 7 Tagen im Mikrokanal des vasQchips auf einer Kollagen I Beschichtung 

kultiviert werden. Der Zelllayer der REC war allerdings am Ende des Kultivierungszeitraums an Tag 7 

nicht mehr so dicht wie zu Beginn, da sich die Zellen teilweise von der Mikrokanalwand abgelöst 

hatten. Laminin stellte nicht nur in der 2D-Kultivierung von REC eine geeignete Beschichtung dar, 

sondern erwies sich auch bei der statischen Kultivierung von REC im Mikrokanal des vasQchips als 

geeignet (Abbildung 41). Die REC bildeten auf der Laminin Beschichtung an Tag 1 einen homogenen 

Zelllayer über den gesamten Mikrokanal des vasQchips aus. An Tag 3 verdichtete sich der Zelllayer 

durch die Proliferation der Zellen zunehmend. Eine Kultivierung der REC im porösen Mikrokanal des 

vasQchips war mit einer Laminin-Beschichtung über den gesamten Zeitraum von 7 Tagen möglich. Die 

vom Hersteller empfohlene Speed Coating Lösung ist eine Gelatine-basierte Beschichtung, weshalb als 

kostengünstige Alternative Gelatine zur Beschichtung eingesetzt wurde (Abbildung 42), welche in der 

2D Kultivierung von REC ein besseres Ergebnis erzielt hatte. Bei der statischen Kultivierung der REC im 

Mikrokanal des vasQchips konnte ein homogener Zelllayer an den Tagen 1 und 3 auf der Gelatine-

Beschichtung nachgewiesen werden. Die Gelatine Beschichtung erlaubte zudem eine Kultivierung der 

REC im Mikrokanal über einen Zeitraum von 7 Tagen, wobei der Zelllayer am Ende nicht mehr so 

homogen wie zu Beginn des Kultivierungszeitraums war.  
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Abbildung 40: Statische Kultivierung von REC über 7 Tage im 1 µm porösen Mikrokanal mit Kollagen I 
Beschichtung. Ein 1 µm poröser Mikrokanal wurde mit Kollagen I (20 µg/cm2) für 1 h inkubiert und anschließend 
jeweils mit 1·105 REC besiedelt. Nachdem die Zellen mit Hilfe des vasQturns gleichmäßig über die 
Mikrokanalfläche verteilt wurden, fand an den Tagen 1 (T1), 3 (T3) und 7 (T7) jeweils die Färbung der Zellkerne 
mit Hoechst33342 (2 µg/ml) statt (A2; B2; C2). Zudem wurde eine Hellfeldaufnahme (A1; B2; C2) generiert und 
beide Aufnahmen überlagert (A3; B3; C3). Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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Abbildung 41: Statische Langzeitkultivierung von REC über 7 Tage im 1 µm porösen Mikrokanal mit Laminin 
Beschichtung. Ein 1 µm poröser Mikrokanal wurde mit Laminin (2 µg/cm2) für 1 h inkubiert und anschließend 
jeweils mit 1·105 REC besiedelt. Nachdem die Zellen mit Hilfe des vasQturns gleichmäßig über die 
Mikrokanalfläche verteilt wurden, fand an den Tagen 1 (T1), 3 (T3) und 7 (T7) jeweils die Färbung der Zellkerne 
mit Hoechst33342 (2 µg/ml) statt (A2; B2; C2). Zudem wurde eine Hellfeldaufnahme (A1; B2; C2) generiert und 
beide Aufnahmen überlagert (A3; B3; C3). Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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Insgesamt konnte festgestellt werden, dass sich für die statische Kultivierung von REC im porösen 

Mikrokanal des vasQchips sowohl Gelatine als auch Laminin als Beschichtung eignen. Lediglich 

Kollagen I wies an Tag 7 einen inhomogenen Zelllayer auf [311], obwohl die Literatur belegt, dass 

Endothelzellen bei der Kultivierung auf Kollagen- und Gelatine Beschichtungen ein konfluenteres 

Endothel gegenüber anderen Beschichtungen aufweisen. Begründet werden kann dies durch die 

wichtige Rolle von Kollagen unter physiologischen Bedingungen wie der Wundheilung, bei der eine 

schnelle Proliferation der Endothelzellen erforderlich ist [390]. Zukünftig wurde, aufgrund der 

mikroskopischen Analyse und unter Einbeziehung des Kostenfaktors, für die statische Kultivierung der 

REC im porösen Mikrokanal des vasQchips eine Beschichtung mit Gelatine (0,1 %) gewählt.  

Abbildung 42: Statische Langzeitkultivierung von REC über 7 Tage im 1 µm porösen Mikrokanal mit Gelatine 
Beschichtung. Ein 1 µm poröser Mikrokanal wurde mit Gelatine (2 mg/cm2) für 1 h inkubiert und anschließend 
jeweils mit 1·105 REC besiedelt. Nachdem die Zellen mit Hilfe des vasQturns gleichmäßig über die 
Mikrokanalfläche verteilt wurden, fand an den Tagen 1 (T1), 3 (T3) und 7 (T7) jeweils die Färbung der Zellkerne 
mit Hoechst33342 (2 µg/ml) statt (A2; B2; C2). Zudem wurde eine Hellfeldaufnahme (A1; B2; C2) generiert und 
beide Aufnahmen überlagert (A3; B3; C3). Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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4.5.3.2 Einfluss von Mikrofluidik auf die Kultivierung von REC im vasQchip 

Im nächsten Schritt wurde der Einfluss der Mikrofluidik auf die Adhäsion der REC im beschichteten 

Mikrokanal des vasQchips analysiert. Die Literatur zeigt, dass Beschichtungen über die Zeit instabil 

werden und daher langfristige Zellstudien in PDMS-Mikrokanälen unter physiologischen 

Scherstressbedingungen begrenzt sind [442]. Für eine mikrofluidische Kultivierung der REC wurde der 

Mikrokanal (1 µm Poren) des vasQchips mit Gelatine (2 mg/cm2), Laminin (2 µg/cm2) oder Kollagen I 

(20 µg/cm2) beschichtet. 1*105 REC wurden anschließenden in den beschichteten Mikrokanal 

eingebracht und mit Hilfe des vasQturn homogen über die gesamte Fläche es Mikrokanals verteilt.  

Anschließend wurde der Mikrokanal mit einer Peristaltikpumpe verbunden und mit 0,05 ml/min für 

einen Zeitraum von 1 Tag, 3 Tagen oder 7 Tagen durchströmt. Nach Beenden der Kultivierungszeit 

wurden die Zellen an Tag 7 im Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X permeabilisiert 

und unspezifische Bindungsstellen blockiert. Anschließend wurden die Tight Junction Proteine der REC 

mit Hilfe der Immunfluoreszenz durch einen monoklonalen Antikörper gegen ZO-1 nachgewiesen. Die 

Zellkerne wurden zudem mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC 

(0,1 µM) visualisiert. Dadurch konnte die Adhäsion der im porösen Mikrokanal befindlichen REC über 

die Zeit verfolgt und Aussagen über die Bildung eines konfluenten Endothels getroffen werden 

(Abbildung 43). Anhand der Immunfluoreszenzanalyse war erkennbar, dass mikrofluidische 

Kultivierung der REC im porösen Mikrokanal des vasQchips über einen Kultivierungszeitraum von 7 

Tagen möglich war. Dabei konnte die Ausbildung eines dichten Endothels auf allen eingesetzten 

Beschichtungen nachgewiesen werden. Bei einer Beschichtung mit Kollagen I (Abbildung A1-A8) 

konnte ein verbessertes Ergebnis gegenüber der statischen Kultivierung erzielt werden. Anhand der 

Färbung des Aktinzytoskeletts (Abbildung A2) wurde deutlich, dass sich über den 

Kultivierungszeitraum von 7 Tagen auch unter mikrofluidischen Einflüssen ein homogenes und dichtes 

Endothel über die Mikrokanaloberfläche ausbildete. Die Tight Junctions konnten deutlich durch den 

Antikörper gegen ZO-1 nachgewiesen werden (Abbildung A1). Kollagen stellte sich damit als geeignete 

Beschichtung für eine mikrofluidische Kultivierung der REC im Mikrokanal über 7 Tage heraus. Bei einer 

Beschichtung des porösen Mikrokanals mit Laminin (Abbildung B1-B8) konnten die Ergebnisse aus der 

statischen Kultivierung in der mikrofluidischen Kultivierung reproduziert werden. Anhand der 

Anfärbung des Aktinzytoskeletts (Abbildung B2) wurde deutlich, dass sich über den 

Kultivierungszeitraum von 7 Tagen unter mikrofluidischen Einflüssen ein weniger homogenes und 

dichtes Endothel über die Mikrokanaloberfläche ausbildete als bei Kollagen I. Laut Literatur ist ein 

kritischer Punkt der mikrofluidischen Perfusionskultivierung eine gute Zelladhäsion, um die Zellen 

durch die Medienperfusion nicht aus dem Mikrokanal zu spülen [120]. Die Wahl des 

Zellsubstratmaterials ist deshalb entscheidend für die Zelladhäsion in mikrofluidischen Systemen, 
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insbesondere für anspruchsvolle Zelltypen wie Primärzellen [443]. Adhäsionsproteine verbessern die 

Adhäsion der Zellen im Mikrokanal [444]. Nachdem die Zellen in den Mikrokanal eingebracht wurden, 

wird ihnen eine Adhäsion an das Zellsubstrat unter statischen Bedingungen erlaubt. Dabei sollte ein 

Nährstoff- und Sauerstoffmangel vermieden werden [445]. Die Dauer dieser statischen Adhäsionszeit 

kann je nach Zelltyp, Zelldichte, Zellsubstrateigenschaften und Kulturmedium zwischen 2 Stunden [120] 

[446] und einer nächtlichen Inkubation [447] variieren. Zudem wird Scherspannung in hohen 

Konzentrationen als limitierender Faktor in mikrofluidischen Systemen wahrgenommen. Ebenso ist das 

Vorhandensein von Luftblasen [448]; [449] ein kritischer Punkt in mikrofluidischen Systemen, da diese den 

Medienfluss behindern und damit auch die Zellvitalität beeinträchtigen [450]. Bei einer Beschichtung 

des porösen Mikrokanals mit Gelatine (Abbildung C1-C8) konnten die vielversprechenden Ergebnisse 

aus der statischen Kultivierung der REC reproduziert werden. Anhand der Visualisierung des 

Aktinzytoskeletts (A2) wurde deutlich, dass sich über den Kultivierungszeitraum von 7 Tagen unter 

mikrofluidischen Einflüssen ein homogenes und dichtes Endothel über die Mikrokanaloberfläche 

ausbildete. Die Tight Junctions konnten durch den immunhistochemischen Nachweis von ZO-1 

visualisiert werden und waren ähnlich stark wie bei der Beschichtung mit Kollagen I ausgebildet 

(Abbildung A1). Obwohl eine Beschichtung des Mikrokanals mit Kollagen I unter fluidischen 

Bedingungen ein gutes Ergebnis erzielte, bildeten die REC auf einer Gelatine Beschichtung ein 

konfluenteres Endothel über einen Kultivierungszeitraum von 7 Tagen. Neben dem geringeren 

Kostenfaktor gegenüber anderen Beschichtungen erwies sich Gelatine schon in der statischen 

Kultivierung von REC im Mikrokanal des vasQchips als gute Beschichtung. 
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Abbildung 43: Mikrofluidische Kultivierung von REC im Mikrokanal des vasQchips über einen Zeitraum von 7 
Tagen mit unterschiedlichen Beschichtungen. Der Mikrokanal (1 µm Poren) des vasQchips wurde mit Gelatine 
(2 mg/cm2), Laminin (2 µg/cm2) oder Kollagen I (20 µg/cm2) beschichtet und für 1 h inkubiert. 1·105 REC wurden 
durch den Einsatz des vasQturns im Mikrokanal homogen verteilt und über einen Zeitraum von 1, 3 oder 7 Tagen 
im Mikrokanal mit Hilfe einer Peristaltikpumpe mikrofluidisch bei einer Fließgeschwindigkeit von 0,05 ml/min 
kultiviert. An Tag 7 wurden die REC im Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min; 
RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert. ZO-1 (A1; B1; C1) wurde durch eine 
Immunfluoreszenzanalyse der im Mikrokanal befindlichen REC visualisiert. Die Zellkerne wurden mit 
Hoechst33342 (2 µg/ml; A3; B3; C3) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM; A2; B2; C2) 
visualisiert. Die Adhäsion der REC im Mikrokanal unter fluidischen Bedingungen wurde konfokalmikroskopisch 
untersucht und die Zellstrukturen anhand von Z-Stack-Projektionen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. 
Anhand der Tiefenfärbung fand eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Maßstab 100 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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Zusätzlich zu der Immunfluoreszenzanalyse wurde die Genexpression der Zell-Zellverbindungen 

untersucht. Dazu wurde mit Hilfe der quantitativen RT-PCR die Genexpression ZO-1, CD31 und VE-

Cadherin näher betrachtet, die eine wichtige Rolle bei der Gewebeintegrität und vaskulären 

Permeabilität spielen [165]; [124]; [451]. Für die Genexpressionsanalyse wurde der poröse Mikrokanal als 

Triplikat jeweils mit Gelatine (2 mg/cm2), Kollagen I (20 µg/cm2) oder Laminin (2 µg/cm2) beschichtet. 

Je 1*105 Zellen in RECM wurden in den Mikrokanal eingebracht und mit Hilfe des vasQturns homogen 

über die poröse Mikrokanaloberfläche verteilt. Durch das anschließende Verbinden des Mikrokanals 

mit einer Peristaltikpumpe konnten die im Mikrokanal befindlichen REC bei einer Fließgeschwindigkeit 

von 0,05 ml/h über einen Zeitraum von 7 Tagen kultiviert werden. Anschließend wurde die RNA der 

Zellen durch TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Die cDNA wurde für die relative Quantifizierung 

der Genexpression eingesetzt, die mit Hilfe der RT-qPCR ermittelt wurde. Als Haushaltsgen diente 

dabei GAPDH, wobei die Quantifizierung der Ergebnisse in Relation zu dem Wachstum der REC auf 

einem mit Gelatine-beschichteten (2 mg/cm2) 24-Well betrachtet wurde (=1). Die Ergebnisse wurden 

mit der ∆∆Ct -Methode ausgewertet und sind in Abbildung 44 A graphisch dargestellt. 

 

 

 

An Tag 7 war bei allen Beschichtungen die Genexpression von ZO-1 und VE-Cadherin hochreguliert. 

Die Genexpression von CD31 war in REC auf einer Kollagen I Beschichtung runterreguliert (0,54 ± 0,16), 

wohingegen CD31 bei REC auf einer Gelatine- (2,68 ± 0,51) und Laminin-Beschichtung hochreguliert 

war. Dabei war CD31 in den REC auf einer Laminin-Beschichtung signifikant hochreguliert (P-

Abbildung 44: Genexpressionsanalyse der REC bei mikrofluidischer Langzeitkultivierung im Mikrokanal des 
vasQchips auf unterschiedlichen Beschichtungen über einen Zeitraum von 7 Tagen. A) Analysiert wurd die 
Genexpression von ZO-1, VE-Cadherin und  CD31. Für die Genexpressionsanalyse wurden wie zuvor 1 µm poröse 
Mikrokanäle mit Gelatine (2 mg/cm2), Kollagen I (20 µg/cm2) sowie Laminin (2 µg/cm2) beschichtet. Je 1*105 
Zellen wurden in 20 µl RECM in den Kanal ausgebracht und nach einer Kultivierungsdauer von 7 Tagen wurde die 
RNA der REC mit Hilfe von TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Diese konnte für die relative Quantifizierung 
in der qPCR mittels SYBRGreen eingesetzt werden. Als Haushaltsgen diente GAPDH und die Ergebnisse wurde in 
Relation zu dem Wachstum der REC auf einem Gelatine (2 µg/cm2) beschichtetem 24-Well betrachtet. Die 
Ergebnisse wurden mit der ∆∆Ct -Methode ausgewertet. B) Zudem wurde die Genexpression der REC im  
mikrofluidischen Mikrokanal mit einer Gelatine Beschichtung nach 3 und nach 7 Tagen verglichen. n=3  
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Wert=0,007). Insgesamt wurden die Tight Junction Proteine in den auf Gelatine kultivierten REC am 

stärksten exprimiert. Für die mikrofluidische Kultivierung von REC im Mikrokanal des vasQchips wurde 

daher Gelatine, vor Laminin und Kollagen I als Beschichtung eingesetzt. 

Zusätzlich wurde die zeitliche Änderung des Genexpressionsprofils am Beispiel des mit Gelatine-

beschichteten vasQchips analysiert. Dazu wurde die Genexpression von ZO-1, VE-Cadherin und CD31 

nach einem Kultivierungszeitraum von 3 Tagen mit der Genexpression nach einem 

Kultivierungszeitraum von 7 Tagen verglichen (Abbildung 44 B). Anhand der quantitativen Analyse 

konnte gezeigt werden, dass sich die Genexpression der Junction Proteine unter mikrofluidischen 

Kultivierungsbedingungen zwischen Tag 3 und Tag 7 verändert. Im Vergleich zu Tag 3 waren alle Tight 

Junction Proteine an Tag 7 hochreguliert. Mit 18,82 % war der quantitative Unterschied der 

Genexpression von ZO-1 an Tag 7 im Vergleich zu Tag 3 am größten. Die Literatur belegt, dass Gelatine 

gegenüber anderen Beschichtungen die Zellaktivität unter mikrofluidischen Kultivierungsbedingungen 

am besten aufrechterhalten kann, wobei Studien mit HUVEC zeigten, dass die Zellen auf einer 

Gelatinebeschichtung eine starke Adhäsion zum Zellkultursubstrat aufwiesen und einen stabilen 

Zelllayer unter Scherstress beibehielten [452]; [453]. Zudem waren auf Gelatine kultivierte Zellen über 

einen langen Kultivierungszeitraum viabel und wiesen bereits nach 2 Kultivierungstagen ein 

konfluentes Endothel auf [454] [453]. Gelatine ist zudem geeignet die hydrophilen Eigenschaften von 

PDMS zu verbessern [453]. Auch wenn einige Studien Gelatine in Bezug auf die Adhäsion von 

Endothelzellen als weniger geeignet beschreiben, hängt dies vorrangig mit dem Ursprung der 

Endothelzellen zusammen [374]; [164]; [429]. Da Gelatine eine kostengünstige, biokompatible und stabile 

Alternative zu herkömmlichen EZM Materialien darstellt [455], wurde diese für die mikrofluidische 

Kultivierung der murinen REC im Mikrokanal des vasQchips gewählt. 

 

4.5.4 Einbringen des RPEs in Organ-on-chip Systeme 

Im nächsten Schritt für die Darstellung einer in vivo ähnlichen oBRB im vasQchip wurde das RPE im 

umgebenden Kompartiment etabliert. Dafür wurden im vasQchip RPE-Vorläuferzellen von DD11 aus 

der Differenzierung von mESC-Rx-GFP eingebracht und in funktionales RPE differenziert (Abbildung 

45). 
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4.5.4.1 Einfluss der Porengröße auf die RPE Differenzierung 

Da die poröse PC-Membran als Grenzfläche zwischen dem Endothel und dem RPE dient, musste eine 

für beide Zellarten passende Porengröße identifiziert werden. Da die REC auf einer Porengröße von 

1 µm kultiviert wurden, sollte analysiert werden, ob dies auch eine geeignete Porengröße für die 

Kultivierung des RPEs darstellt. Um herauszufinden, auch welcher Porengröße das RPE am besten 

differenziert werden konnte, wurde die Differenzierung der mESC-Rx-GFP auf PC-Membranen mit 

unterschiedlichen Porengrößen verglichen. Dazu wurde die entsprechende poröse PC-Membran 

(1 µm, 3 µm, 5 µm) in eine 48 Well-Kultivierungsplatte eingebracht und mit Laminin (1 µg/cm2) für 1 h 

inkubiert. Auf die beschichtete PC-Membran wurden anschließend RPE-Vorläuferzellen von DD11 

(1*106 Zellen pro 3,5 cm2) ausgebracht und bis DD18 zu RPE differenziert. Anschließend wurde das 

differenzierte RPE mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert und 

unspezifische Bindungsstellen blockiert. Mit Hilfe der Immunfluoreszenz (Abbildung 46) wurde das 

Tight Junction Protein ZO-1 im differenzierten RPE visualisiert. Die Visualisierung der Zellkerne wurden 

mit einer Hoechst33342 Färbung (2 µg/ml) erreicht und die des Aktinzytoskeletts mit Phalloidin-TRITC 

(0,1 µM). Bei einer konfokalmikroskopische Analyse wurden anhand von Z-Stack-Projektion die 

Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 

2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Durch die Immunfluoreszenzanalyse wurde 

deutlich, dass die RPE-Vorläuferzellen von DD1 auf einer Porengröße von 1 µm am besten adhärieren 

und zu RPE differenzieren konnten. Insgesamt konnte RPE auf der mit Laminin-beschichteten PC-

Membran mit einer Porengröße 1 µm, 3 µm oder 5 µm bis DD18 differenziert werden. Anhand der 

Literatur kann belegt werden, dass RPE auf mit Laminin- oder Fibronektin-beschichteten 

Filtermembranen eine schnellere Konfluenz aufwiesen als auf unbeschichteten Filtermembranen [456]. 

Grund für die Wahl der Beschichtung stellt die Expression von Laminin auf der basalen Seite des RPEs 

Abbildung 45: Schematische Darstellung des differenzierten RPEs aus mESC-Rx-GFP im umgebenden 
Kompartiment des vasQchips. 
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an DD9 der RPE-Differenzierung dar [276] sowie die Synthese von Laminin111 im frühen 

Entwicklungsstadium des RPEs in vivo [457] [42]. In anderen Studien werden Transwells mit einer 

Porengröße von 0,4 µm und einer Dicke von 10 µm für die Kultivierung von primärem RPE aus dem 

Schwein eingesetzt [458]. Die stark ausgeprägten Tight Junctions weisen auf eine hohe Barriereintegrität 

hin, welche verantwortlich für den selektiven Transport zwischen Endothel und Retina ist [165]. Da die 

Differenzierung des RPEs auf einer PC-Membran mit 1 µm Poren morphologisch charakteristische 

Zellen hervorbrachte und zudem die Tight Junctions gut ausgebildet waren, wurde diese Porengröße 

für die Etablierung des RPEs im vasQchip gewählt. 

 

 

 

 

4.5.4.2 Kultivierung des RPEs im vasQchip 

Nachdem eine geeignete Porengröße für die Differenzierung des RPEs aus mESC-Rx-GFP auf der PC-

Membran des vasQchips identifiziert wurde, folgte im nächsten Schritt das Einbringen des RPEs in das 

umgebende Kompartiment des vasQchips. Dazu wurden aus je 3*103 mESC-Rx-GFP in 96-ULW 

Kultivierungsplatten Organoide in RDM generiert. Die GFP-positiven Organoide wurden an DD7 

aufgebrochen und auf eine mit Laminin-beschichtete 12-Well Kultivierungsplatte mit RMM2 überführt. 

Abbildung 46: Differenzierung von RPE aus mESC-Rx-GFP auf PC-Membranen mit unterschiedlichen 
Porengrößen. 1 µm, 3 µm und 5 µm poröse PC-Membranen wurden in eine 48 Well-Kultivierungsplatte 
eingebracht und mit 2µg/cm2 Laminin für 1 h unter Standardbedingungen inkubiert. Anschließend wurden RPE 
Vorläuferzellen an DD11 darauf ausgesät und bis DD18 zu RPE differenziert. Anschließend wurde das RPE mit PFA 
(4  %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton (0,1%; 4 min; RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert. 
Es folgte die Visualisierung von ZO-1 mit Hilfe der Immunfluoreszenz (A1; B1; C1). Die Zellkerne wurden mit 
Hoechst33342 (2 µg/ml (A3; B3; C3)) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM (A2; B2; C3)) 
visualisiert und konfokalmikroskopisch untersucht. Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen 
visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-
Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt (A6; B6, C6). Zudem wurde die poröse PC-Membran mit Hilfe 
der Hellfeldaufnahme veranschaulicht (A4; B4; C4) und alle 2D Aufnahmen in einer Überlagerung 
zusammengeführt (A5; B5; C5). Maßstab 20 µm. Carl Zeiss LSM8000 
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An DD11 wurden die RPE-Vorläuferzellen selektiert und im umgebenden Kompartiment des vasQchips 

auf die poröse PC-Membran über dem Laminin-beschichteten Mikrokanal ausgebracht (200 µl; 1*106 

Zellen pro 3,5 cm2). Nachdem die Zellen nach 6 h adhäriert waren konnte der vasQchip mit einem 

Deckglas verschlossen werden. Die Differenzierung des RPEs im umgebenden Kompartiment war nicht 

erfolgreich, da die RPE-Vorläuferzellen aufgrund der Mikrokanalgeometrie nur schwer adhärieren 

konnten. Für die Differenzierung der Zellen zu RPE ist eine sehr hohe Zelldichte an DD11 nötig, die für 

die Fläche des umgebenden Kompartiments nur schwer aufzubringen war. Das geringe Volumen in 

dem die RPE-Vorläuferzellen ausgebracht wurden stellte einen zusätzlichen Stressfaktor dar, der die 

Differenzierung beeinflusste [339]; [459]. Dass die RPE-Differenzierung nicht aufgrund des 

Oberflächenmaterials verhindert wurde zeigt die erfolgreiche Differenzierung des RPEs im Laminin-

beschichteten Mikrokanal mit 1 µm Poren (Anhang: Abbildung 86). Dass die Kultivierung von RPE in 

Organ-on-chip Systemen prinzipiell möglich ist zeigen auch andere Studien, in denen ein 

mikrofluidisches Organ-on-chip Modell der oBRB generiert wurde. Dieses beinhaltete einen Zelllayer 

aus humanem immortalisiertem RPE, das durch eine semipermeable Membran von den im Mikrogefäß 

befindlichen Endothelzellen getrennt war [124]. Im Organismus liegt das RPE nicht direkt auf der 

Außenseite des Choroids an, sondern bildet als dichter Zelllayer eine Barriere oberhalb [341]. Um 

erfolgreich RPE im umgebenden Kompartiment des vasQchips zu differenzieren, muss die Geometrie 

an die Anforderungen der Zellen angepasst werden. Das Einbringen eines Hydrogels über dem 

Mikrokanal kann die Zelladhäsion vereinfachen [460]. Dazu ist es notwendig, den Abstand vom Deckglas 

zum Mikrokanal zu vergrößern, um ein ausreichend großes Volumen für die Differenzierung des RPEs 

im umgebenden Kompartiment bereitzustellen. Der vasQchip ist jedoch aufgrund seines Materials aus 

Polymethylmethacrylat (PMMA) und der Produktionsart schwierig innerhalb kurzer Zeit anzupassen 

[461]. Bei der Konstruktion von Organ-on-chip Systemen ist daher darauf zu achten, dass die Gerüste 

schnell und flexibel modelliert und verändert werden können [61]. Auch wenn der vasQchip nicht für 

die Etablierung der oBRB weiterverwendet werden konnte, weisen entsprechende Optimierungen in 

der Zukunft jedoch das Potenzial für eine erfolgreiche RPE-Differenzierung und Kultivierung im 

umgebenden Kompartiment auf.  

 

4.6  Etablierung der oBRB in einem Hydrogel basierten Organ-on-chip System 

Es gibt zahlreiche Übersichten zu mikrofluidischen Zellkulturplattformen [450]; [128]; [462] [463]; [464] für den 

Einsatz in der biologischen Forschung [465]; [445]; [466] mit unterschiedlichem Design der mikrofluidischen 

Systeme, die das Potenzial zur Untersuchung von Erkrankungen aufweisen [145] [467] [309]. Kürzlich 

wurden Hydrogelsubstrate mit Mikrokanälen entwickelt, die eine 3D-Zellkulturumgebungen 

bereitstellen und mikrofluidisch kultiviert werden können [468]; [124]; [444]; [469]. 
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Für die Rekonstruktion der oBRB in einem Organ-on-chip System wurde während eines kollaborativen 

Auslandsaufenthaltes in der AG Huang (University of Cambridge, UK) ein auf die Bedürfnisse der 

retinalen Zellen angepasstes Hydrogel-basierte (HB-flow) System entwickelt. Eine schematische 

Darstellung des Hydrogel basierten Organ-on-chip Systems ist in Abbildung 47 zu sehen. Der im 

Hydrogel befindliche zirkuläre Mikrokanal kann mit Endothel ausgekleidet werden und mikrofluidisch 

in einer 3D Mikroumgebung kultiviert werden. Zudem besteht die Möglichkeit das RPE auf der 

Hydrogeloberfläche über dem Mikrokanal zu differenzieren und zu kultivieren. Hydrogele können je 

nach Ursprung in natürliche, semi-synthetische und Synthetische Hydrogele unterteilt werden. Sie sind 

biokompatible, biofunktionale Biomaterialien, die kontrollierbare Eigenschaften aufweisen [91]; [470]; [471]. 

Hydrogele bestehen aus einem hydrophilen Polymernetzwerk, das die Fähigkeit besitzt eine große 

Menge Wasser aufzunehmen. Da sich Hydrogele auch für den Einsatz bei Transplantationen eignen, 

hat das HB-flow System zukünftig das Potential Einsatz in der therapeutischen Medizin zu finden [135]. 

 

 

4.6.1 Herstellung der Gerüststruktur 

Zum Erstellen des HB-flow Systems wurde im ersten Schritt mit Hilfe eines extrusionsbasierten 3D-

Druckers eine Gerüststruktur aus Polydimethylsiloxan (SE1700) auf einem Deckglas generiert. Der zum 

Druck der Struktur verwendete extrusionsbasierte 3D-Drucker wurde im Zuge des 

Promotionsprojektes von Dr. Iek Man Lei in der AG Huang an der University of Cambridge entworfen 

und gebaut. Extrusionsbasiertes Bioprinting ist derzeit das am weitesten verbreitete Bioprinting-

Abbildung 47: Schematische Darstellung des HB-flow Systems mit rekonstruierter oBRB. Dabei dient als EZM 
Matrix ein Hydrogel. Im Mikrokanal des Hydrogels befinden sich retinale Endothelzellen und auf dem Hydrogel 
RPE. Durch Verbindung des Mikrokanals mit einem Pumpensystem ist eine mikrofluidische Kultivierung möglich. 
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Verfahren, bei dem kontinuierlich Material aus der Drucknadel extrudiert wird. Dazu werden 3D-

Modelle über Computergrafiksoftware wie CAD/CAM entworfen und dienen dem Bioprinter als 

Druckanleitung. Auch wenn im Vergleich zu anderen Druckverfahren die Auflösung auf etwa 100 µm 

begrenzt ist [116], stehen für dieses druckbasierte Verfahren ein breites Spektrum an biokompatiblen 

Materialien zur Verfügung [104] [472]; [473]. Üblicherweise werden thermisch vernetzbare Materialien oder 

Materialien mit strukturviskosen Eigenschaften für Mikroextrusionsanwendungen verwendet [105]. Das 

Grundgerüst des HB-flow Systems wurde mit einer konischen 25 G Nadel auf einem, mit Ethanol 

befestigten Deckglas gedruckt (Abbildung 48). Als Biotinte wurde SE1700, ein beständiges 

transluzentes Silikon eingesetzt und durch die Inkubation bei 60 °C über 24 h ausgehärtet. Dabei wurde 

das zweiteilige Silikonelastomer (SE1700; Dow Chemical) mit dem Katalysator in einem Verhältnis von 

10:1 (w/w) gemischt [474]. Zwei gegenüberliegende Aussparungen (rote Pfeile) in der Gerüststruktur 

dienten einem späteren Zugang zur Mikrofluidik. 

 

 

 

Nach dem Aushärten des Grundgerüsts konnte dieses unter UV-Licht sterilisiert werden und so Einsatz 

in der Zellkultur finden [475].  

 

4.6.2 Hydrogele zur Kultivierung von REC und RPE  

Die zelluläre Mikroumgebung spielt eine entscheidende Rolle bei der Steuerung des Zellverhaltens und 

der Zellfunktion [452]. Da die Grundlage des HB-flow Systems ein Hydrogel darstellt, sollte im nächsten 

Schritt ein geeignetes EZM- Analogon identifiziert werden. Dafür wurde das Zellwachstum in und auf 

Abbildung 48: 3D gedruckte Gerüststruktur des HB-flow Systems aus SE1700. Das Grundgerüst des HB-flow 
Systems besteht aus SE1700, einem beständigen transluzenten Silikon, welches im 3D Biodruck eingesetzt und 
durch die Inkubation bei 60 °C über 24 h ausgehärtet werden kann. SE 1700 ist eine Silikontinte, die aus einem 
zweiteiligen Silikonelastomer (SE 1700; Dow Chemical) aus Basis und Katalysator in einem Verhältnis von 10:1 
(w/w) eingesetzt wird. A) Für den Druck der Struktur wurde ein extrusionsbasierter 3D-Drucker verwendet, der 
im Zuge des Promotionsprojektes von Dr. Iek Man Lei in der AG Huang an der University of Cambridge (UK) 
gebaut wurde. B) Die Maße der Gerüststruktur betragen 12 mm an der Außenkante, 7 mm an der Innenkante 
und 2,8 mm in der Höhe. Die Durchmesser der Aussparungen betragen etw 0,51 mm, sodass eine 26 G Nadel 
durchgeführt werden kann. 
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unterschiedlichen Hydrogelen charakterisiert. Diese Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit 

B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit erzielt. In einer 96-Well Kultivierungsplatte (U-shaped) 

wurden B129 REC, differenziertes mESC-Rx-GFP RPE sowie ARPE19 Zellen auf unterschiedlichen 

Hydrogelen ausgebracht. Die ARPE-19 Zellen sind eine spontan entstandene humane RPE-Zelllinie mit 

normaler Karyologie mit der Fähigkeit ein polarisiertes Epithel mit RPE-charakteristischen Markern 

auszubilden [268]. Um die Adhäsion und Viabilität der Zellen vergleichen zu können, wurden Hydrogele 

mit unterschiedlichen Eigenschaften eingesetzt. Unterteilt nach ihrem Ursprung wurden synthetische 

Hydrogele wie PEGDA, semi-synthetische Hydrogele wie GelMA und GelN/S, sowie natürliche 

Hydrogele wie Kollagen und Fibrin verwendet. Die Hydrogele wurden entsprechend vernetzt und für 

die Kultivierung von 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen von DD11 mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) beschichtet. 

Anschließend wurden die RPE-Vorläuferzellen bis DD18 zu RPE differenziert. Die Endothelzellen 

wurden in einer Zellzahl von 5*104 je 96-Well Kultivierungsplatte in zellspezifischem Medium auf einer 

mit Speed Coating beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht. 5*104 ARPE19 Zellen hingegen 

wurden in einer 96-Well Kultivierungsplatte ohne zusätzliche Beschichtung auf der Hydrogeloberfläche 

ausgebracht. Als jeweilige Kontrolle diente die Kultivierung der Zellen in entsprechend beschichteten 

Kultivierungsplatten ohne Hydrogel für einen Kultivierungszeitraum von 7 Tagen. 

Zusätzlich wurden die Endothelzellen in den Hydrogelen integriert. Dazu wurden 1*105 REC in einem 

Hydrogel integriert und dieses in einem µ-Slide 8-Well in einem Volumen von 200 µl vernetzt. Die 

Hydrogele wurden anschließend mit zellspezifischem Kultivierungsmedium über einen Zeitraum von 7 

Tagen kultiviert. An Tag 1, 3 und 7 wurde jeweils ein Lebend-/Tot-Nachweis mit Calcein-AM und PI 

durchgeführt, um die Viabilität der in den Hydrogelen befindlichen Endothelzellen zu analysieren.  

 

4.6.2.1 PEGDA Hydrogele 

Synthetische Hydrogele auf Basis von Poly(ethylenglycol) (PEG) wurden in den letzten zwei 

Jahrzehnten aufgrund ihrer kontrollierbaren Vernetzungsdichte zunehmend im Tissue Engineering 

eingesetzt [476]. Insbesondere acrylierte oder methacrylierte PEG-Derivate sind einfach in der 

Handhabung, da sie durch Licht einer spezifischen Wellenlänge zu Hydrogelen polymerisiert werden 

können [477]. Die Substitution von endständigen Hydroxylgruppen durch Acrylate unter Bildung von 

Poly(ethylenglykol)diacrylat (PEGDA) ermöglicht die anschließende Vernetzung des Polymers zu einem 

dreidimensionalen Polymernetzwerk [476]. PEGDA ist ein hydrophiles Polymer, das in vernetztem 

Zustand eine große Menge Wasser aufnehmen kann [477]; [97]. Die Strukturformel ist in Abbildung 49 

dargestellt.  
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Das PEGDA Hydrogel wurde aus 0,1 g/ml PEGDA erstellt und durch Zugabe von LAP (1 %) in einem 

Volumen von 100 µl durch ein Licht spezifischer Wellenlänge (500 mW/cm2; 60 s) zu einem Hydrogel 

vernetzt (Abbildung 50). PEG-Peptid-Hydrogele basieren auf der Thiol-En-Photopolymerisation mit 

schrittweisem Wachstum [478] , weshalb die resultierenden Netzwerke homogener sind und eine 

höhere Umwandlung an funktionellen Gruppen im Vergleich zu kettenwachstumspolymerisierten 

Hydrogelen mit ähnlicher Vernetzungsdichte aufweisen. Die Thiol-En-Photopolymerisation wird 

aufgrund der schnellen und orthogonalen Reaktion zwischen den Alken- und Thiol-Funktionalitäten als 

„Klick“-Reaktion angesehen. [74] Im Vergleich zur jeweiligen Kontrolle konnten keine der verwendeten 

Zellarten auf der Oberfläche des PEGDA-Hydrogels adhärieren. Vergleiche mit der Literatur zeigen, 

dass RPE-Zellen unterschiedliche Adhäsionsmuster auf verschiedenen Substraten aufweisen. Dabei 

konnte ein positiver Einfluss der Funktionalisierung von PEGDA mit der Zelladhäsionsproteinsequenz 

zugesprochen werden [479]. Da weder RPE noch Endothelzellen auf dem PEGDA Hydrogel kultiviert 

werden konnten, das Hydrogel jedoch Hauptbestandteil des HB-flow Systems ist, wurde keine Lebend-

/Tot-Färbung von Endothelzellen im PEGDA-Hydrogel durchgeführt. 

 

 

 

 

Abbildung 49: Strukturformel von Poly(Ethylenglycol)diacrylat (PEGDA), einem hydrophilen Polymer. 
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4.6.2.2 Fibrinhydrogel 

Das natürlich vorkommende Fibrin wird in der Regel aus humanem oder tierischem Plasma gewonnen 

und besitzt deshalb eine hohe Biokompatibilität. Die Bildung eines Fibrinhydrogels basiert auf seinem 

natürlichen Polymerisationsprozess mit Thrombin nach einer Gefäßverletzung [480]; [481]. Thrombin 

spaltet zwei kleine Aminosäuresequenzen in den Aminotermini der Aα- und Bβ-Kette des 

Fibrinvorläufers Fibrinogen. In Folge dessen werden Strukturen innerhalb des Moleküls freigelegt, die 

zu einem 3D-Fibrinnetzwerk durch Polymerisation einzelner Fibrinogen-Moleküle führen. Eine weitere 

Stabilisierung dieses Netzwerks kann durch kovalente Vernetzung, katalysiert durch den Faktor XIIIa, 

erreicht werden [480]. Ein Fibrinhydrogel aus 5 mg/ml Fibrinogen und Thrombin (2 U/ml) wurde in einem 

Volumen von 100 µl durch Inkubation (10 min) bei RT polymerisiert. Nachdem die Hydrogeloberfläche 

entsprechend beschichtet wurde konnten die Zellen darauf ausgebracht werden (Abbildung 51). 

 

Abbildung 50: Kultivierung von Zellen der oBRB auf PEGDA Hydrogelen. Ein Hydrogel aus 0,1 g/ml PEGDA mit 1 % 
LAP in einem Volumen von 100 µl erstellt und mit einer Strahlungsintensität von 500 mW/cm2 für 60 Sekunden 
vernetzt. 5*104 REC wurden in RECM pro 96-Well auf das mit Speed Coating beschichtete PEGDA-Hydrogel 
ausgebracht (C2). Als Kontrolle diente ein mit Speed Coating beschichtetes Well (C1). Nach der Beschichtung des 
PEGDA Hydrogels mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) wurden 9,4*104 RPE- Vorläuferzellen von DD11 in RMM2 auf der 
beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht und bis DD18 differenziert (A2). Als Kontrolle diente ein Laminin-
beschichtetes Well zur Kultivierung der RPE-Vorläuferzellen (A1). 5*104 ARPE-19 Zellen wurden ohne weitere 
Beschichtung auf der PEGDA-Hydrogeloberfläche in ARPE-M ausgebracht (B2). Für die Kontrolle wurde die 
gleiche Anzahl an ARPE19 Zellen in ein unbeschichtetes Well ausgesät. Der Kultivierungszeitraum betrug 7 Tage. 
Maßstab 50 µm. Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
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Verglichen mit der jeweiligen Kontrolle konnten alle Zelltypen auf dem Fibrinhydrogel wachsen. Zudem 

war es möglich, die RPE-Vorläuferzellen von DD11 bis DD18 zu RPE zu differenzieren. An DD18 war die 

charakteristische Morphologie der RPE-Zellen erkennbar. Die Literatur beschreibt ebenfalls den Einsatz 

dünner Fibrinhydrogele als Trägermaterial für die Transplantation von RPE als geeignet [482]. Auch die 

REC konnten auf der Oberfläche des Fibrinhydrogels adhärieren und über den Kultivierungszeitraum 

einen dichten Endothelzelllayer bilden. Daher wurden REC in das Fibrinhydrogel integriert und deren 

Viabilität durch einen Lebend-/Tot-Nachweis charakterisiert. Dazu wurden Fibrinhydrogele aus 

5 mg/ml Fibrinogen mit Thrombin (2 U/ml) sowie 1*105 REC in einem µ-Slide 8-Well (200 µl) erstellt 

und über einen Zeitraum von 7 Tagen kultiviert. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung wurden die 

Hydrogele mit Calcein-AM (4 µM) und PI (20 µg/ml) für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die 

Färbelösung für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die 

Überlagerung der Signale für lebende Zellen von Calcein (grün) und die für tote Zellen von PI (rot) 

anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt (Abbildung 52). Zudem 

fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Für eine 

quantitative Bestimmung der Viabilität wurden mit der Software FIJI die Anzahl der fluoreszierenden 

Zellen gezählt und die mittlere Fluoreszenz von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt.  

Abbildung 51: Kultivierung von Zellen der oBRB auf Fibrinhydrogelen. Ein Hydrogel aus 5 mg/ml Fibrinogen und 
2 U/ml Thrombin wurde in einem Volumen von 100 µl erstellt und zur Polymerisation für 10 min bei 
Raumtemperatur inkubiert. REC wurden in RECM in einer Zellzahl von 5*104 pro 96-Well auf das mit Speed 
Coating beschichtete Fibrinhydrogel ausgebracht (C2). Als Kontrolle diente eine mit Speed Coating beschichtetes 
Well (C1). Nach der Beschichtung des Fibrinhydrogels mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) wurden 9,4*104 RPE- 
Vorläuferzellen von DD11 in RMM2 auf der beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht und bis DD18 
differenziert (A2). Als Kontrolle diente ein Laminin-beschichtetes Well zur Kultivierung der RPE-Vorläuferzellen 
(A1). 5*104 ARPE-19 Zellen wurden ohne weitere Beschichtung auf der Fibrin-Hydrogeloberfläche in ARPE-M 
ausgebracht (B2). Für die Kontrolle wurde die gleiche Anzahl an ARPE19 Zellen in ein unbeschichtetes Well 
ausgesät. Der Kultivierungszeitraum betrug 7 Tage. Maßstab 50 µm (A1) / 200 µm. Lichtmikroskop Leica DM IL 
LED inverses Mikroskop. 
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Anhand des Lebend-/Tot-Nachweises konnte gezeigt werden, dass die REC an Tag 1 im Fibrinhydrogel 

homogen über das ganze Hydrogel verteilt waren und sich bereits in Teilen ausgebreitet haben. Dabei 

war der Anteil an toten Zellen gegenüber den lebenden (68,1 %) deutlich geringer. An Tag 3 konnte 

Abbildung 52: Viabilitätsnachweis der REC im Fibrinhydrogel über einen Kultivierungszeitraum von 7 Tagen durch 
eine Lebend-/Tot-Färbung. Dazu wurden Fibrinhydrogele aus 5 mg/ml Fibrinogen und 2 U/ml Thrombin sowie 
1*105 REC in einem µ-Slide 8-Well in einem Volumen von 200 µl erstellt. Die Kultivierung der Hydrogele fand 
über einen Zeitraum von 7 Tagen statt, wobei eine Lebend-/Tot-Charakterisierung jeweils an den Tagen 1, 3 und 
7 vorgenommen wurde. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung wurden die Hydrogele mit 4 µM Calcein und 
20 µg/ml PI in 250 µl RECM für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die Färbelösung abgenommen und für die 
konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die Überlagerung der Signale von Calcein 
(grün) für lebende Zellen und die von PI (rot) für tote Zellen anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 
3D Projektion dargestellt (A1; A2; A3). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung 
des 3D-Volumens statt (B1; B2; B3). Mit der Software FIJI wurden zudem die jeweiligen Signale gezählt und die 
mittlere Anzahl gezählter Signale von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt. Maßstab 100 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 500 µm =rot. 50 µm Schritte. 
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kein Fibrinhydrogel mehr nachgewiesen werden, was anhand der Tiefenfärbung erkennbar war. Die 

verbliebenen Zellen waren am Boden adhäriert, wobei auch hier der Anteil an lebenden Zellen (81,6 %) 

im Vergleich zu den Toten überwog. An Tag 7 war der Anteil der am Wellboden adhärierten toten REC 

zwar gestiegen, aber deutlich geringer als der Anteil der lebenden Zellen (71 %). Eine Kultivierung von 

REC in einem Hydrogel aus 5 mg/ml Fibrinogen war über den Kultivierungszeitraum von 7 Tagen nicht 

möglich. Fibrin ist der wichtigste extrazelluläre Bestandteil und [118] fördert die Proliferation der 

Endothelzellen [483]; [118]. In der Literatur wird ebenfalls von dem Problem des schnellen Abbaus von 

Fibrinhydrogelen durch dessen fehlende mechanische Eigenschaften berichtet [118]. Ursache dafür ist 

der proteolytische Abbau von Fibrin durch Enzyme wie Matrix-Metalloproteinasen und Plasmin [484]. 

Plasminogen, der Vorläufer von Plasmin, ist in den meisten Fibrinpräparaten vorhanden und wird 

durch Plasminogenaktivatoren gespalten. Diese wiederum werden von Zellen in vitro und in vivo 

produziert, um das aktive Fibrin-abbauende Enzym Plasmin zu hemmen [292]. Matrix-

Metalloproteinasen werden zudem von fast allen Zelltypen produziert oder aktiviert [485]; [484]. Im Tissue 

Engineering wird die Fibrinolyse häufig durch die Blockierung der Plasminbildung bei der 

Vaskularisierung eingesetzt, um die Abbaurate in vivo und in vitro zu kontrollieren [486]; [485]; [487]. Zu 

diesem Zweck wird üblicherweise der Serinprotease-Inhibitor Aprotinin verwendet, um der 

Plasminogenaktivierung entgegenzuwirken [485]; [484]; [487]. Die Anwesenheit von Aprotenin kann jedoch 

auch zur Reduktion von kapillarähnlichen Endothelzellstrukturen im Fibrinhydrogel führen [487]; [484] 

Andere Mittel zur Kontrolle der Stabilität des Fibrinhydrogels umfassen das Mischen von Fibrin mit 

einem anderen stabileren Material [488]–[490]; [487].. Die chemische Konjugation von Aprotinin an 

Fibrinogen kann dessen Diffusion verhindern und stabilisiert das Fibrinhydrogel bis zu 4 Tage [491] [485]. 

 

4.6.2.3 Kollagen I Hydrogele 

Ein weiteres natürliches Hydrogel ist das Kollagen I Hydrogel. Kollagen I wird typischerweise aus der 

Sehne des Rattenschwanzes gewonnen das unter niedrigem pH-Wert in Pepsin gelöst und bei niedriger 

Temperatur gelagert wird. Es weist aufgrund seiner Zelladhäsionsliganden strukturelle und 

mechanische Eigenschaften von nativem Gewebe auf und ist enzymatisch abbaubar. Durch Änderung 

des pH-Wertes und der Temperatur bildet Kollagen I ein fibrilläres Gerüst ähnlich dem der EZM [71]. Für 

das Kollagenhydrogel wurde 1 mg/ml Kollagen I durch die Zugabe von NaOH für 30 min polymerisiert. 

Nachdem die Hydrogeloberfläche entsprechend beschichtet wurde konnten die Zellen ausgebracht 

werden. Alle Zelltypen konnten im Vergleich mit der jeweiligen Kontrolle auf dem Kollagenhydrogel 

adhärieren (Abbildung 53). Zudem war es möglich, die RPE-Vorläuferzellen von DD11 bis DD18 zu RPE 

mit charakteristischer Zellmorphologie zu differenzieren. Auch REC konnten auf dem Kollagen I 

Hydrogel adhärieren und als konfluentes Endothel kultiviert werden. Daher wurden REC in das 

Kollagen I Hydrogel integriert und deren Viabilität durch einen Lebend-/Tot-Nachweis charakterisiert. 
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Daher wurden Kollagen I Hydrogele mit unterschiedlichen Kollagen I Konzentrationen (0,5 mg/ml, 

1 mg/ml, 2 mg/ml) und jeweils 1*105 REC in einem µ-Slide 8-Well (200 µl) erstellt. Für die Lebend-/Tot-

Charakterisierung wurden die Hydrogele mit Calcein-AM (4 µM) und PI (20 µg/ml) für 30 min inkubiert. 

Anschließend wurde die Färbelösung für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. 

Dabei wurde die Überlagerung der Fluoreszenz für lebende Zellen von Calcein (grün) und die für tote 

Zellen von PI (rot) anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Zudem 

fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Für eine 

quantitative Bestimmung de Viabilität wurden mit der Software FIJI die Anzahl der fluoreszierenden 

Zellen gezählt und die mittlere Fluoreszenz von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt 

(Abbildung 54). 

Abbildung 53: Kultivierung von Zellen der oBRB auf Kollagen I Hydrogelen. Ein Hydrogel aus 1 mg/ml Kollagen I 
in einem Volumen von 100 µl wurde erstellt und mit NaOH für 30 min inkubiert. 5*104 REC wurden in RECM auf 
das mit Speed Coating beschichtete PEGDA-Hydrogel im 96-Well ausgebracht (C2). Als Kontrolle diente ein mit 
Speed Coating beschichtetes Well (C1). Nach der Beschichtung des PEGDA Hydrogels mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) 
wurden 9,4*104 RPE- Vorläuferzellen von DD11 in RMM2 auf der beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht 
und bis DD18 differenziert (A2). Als Kontrolle diente ein Laminin-beschichtetes Well zur Kultivierung der RPE-
Vorläuferzellen (A1). 5*104 ARPE-19 Zellen wurden ohne weitere Beschichtung auf der Kollagen I 
Hydrogeloberfläche in ARPE-M ausgebracht (B2). Für die Kontrolle wurde die gleiche Anzahl an ARPE19 Zellen in 
ein unbeschichtetes Well ausgesät. Der Kultivierungszeitraum betrug 7 Tage. Maßstab 50 µm (A1) / 100 µm. 
Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
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Abbildung 54: Viabilitätsnachweis der REC im Kollagen I Hydrogel durch eine Lebend-/Tot-Färbung an Tag 1und 
3. Dazu wurden Kollagenhydrogele aus unterschiedlichen Kollagen I Konzentrationen (0,5 mg/ml, 1 mg/ml, 
2 mg/ml) mit jeweils 1*105 REC in einem µ-Slide 8-Well in einem Volumen von 200 µl erstellt. Für die 
Polymerisation wurde das Hydrogel mit NaOH versehen und für 30 min inkubiert. Eine Lebend-/Tot-
Charakterisierung wurde jeweils an den Tagen 1 (A1; B1) und 3 (A2; B2) vorgenommen. Für die Lebend-/Tot-
Charakterisierung wurden die Hydrogele mit 4 µM Calcein-AM und 20 µg/ml PI in 250 µl RECM für 30 min 
inkubiert. Anschließend wurde die Färbelösung abgenommen und für die konfokalmikroskopische Analyse durch 
RECM ersetzt. Dabei wurde die Überlagerung der Signale von Calcein (grün) für lebende Zellen und die von PI 
(rot) für tote Zellen anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt (A1; A2; A3.1; B1; 
B2; B3). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt (A1.1; 
A2.1; A3.1; B1.1; B2.1; B3.1). Mit der Software FIJI wurden außerdem die jeweiligen Signale gezählt und die 
mittlere Anzahl gezählter Signale von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt. Maßstab 100 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 500 µm =rot. 
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Anhand des Lebend-/Tot-Nachweises konnte gezeigt werden, dass die REC an Tag 1 im 

Kollagenhydrogel mit 0,5 mg/ml Kollagen I homogen über das ganze Hydrogel verteilt waren und 

begannen sich auszubreiten. Dabei lag der der Anteil an toten Zellen (19 %) deutlich unter dem der 

lebenden Zellen (81 %). An Tag 3 war anhand der Tiefenfärbung erkennbar, dass kein Kollagenhydrogel 

Abbildung 55: Viabilitätsnachweis der REC im Kollagen I Hydrogel durch eine Lebend-/Tot-Färbung an Tag 7. Dazu 
wurden Kollagenhydrogele aus unterschiedlichen Kollagen I Konzentrationen (0,5 mg/ml, 1 mg/ml, 2 mg/ml) mit 
jeweils 1*105 REC in einem µ-Slide 8-Well in einem Volumen von 200 µl erstellt. Für die Polymerisation wurde 
das Hydrogel mit NaOH versehen und für 30 min inkubiert. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung wurden die 
Hydrogele mit 4 µM Calcein-AM und 20 µg/ml PI in 250 µl RECM für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die 
Färbelösung abgenommen und für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die 
Überlagerung der Signale von Calcein (grün) für lebende Zellen und die von PI (rot) für tote Zellen anhand von Z-
Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt (C1-C3). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung 
eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt (C1.1-C3.1). Mit der Software FIJI wurden zudem die 
jeweiligen Signale gezählt und die mittlere Anzahl gezählter Signale von lebenden und toten Zellen graphisch 
dargestellt. Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 500 µm =rot.  
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(0,5 mg/ml) mehr vorhanden war, weshalb die Zellen am Wellboden adhärierten. Dabei war der 

prozentuale Anteil an toten Zellen (14,8 %) gegenüber dem 1. Kultivierungstag gesunken und betrug 

etwa 1/5 der lebenden Zellen (85,2 %). An Tag 7 war der Anteil der am Wellboden adhärierten 

lebenden Zellen (97 %) im Vergleich zum 3. Kultivierungstag nochmals angestiegen und der Anteil der 

toten REC auf ein Minimum gesunken (3 %). Im Kollagenhydrogel mit 1 mg/ml Kollagen I waren die 

Zellen an Tag 1 ebenfalls homogen über das gesamte Hydrogel verteilt und fingen an, sich in Teilen 

auszubreiten. Der Anteil an toten Zellen (30 %) war im Vergleich zum 0,5 mg/ml Kollagen I Hydrogel 

deutlich höher und der Prozentsatz an lebenden Zellen (70 %) geringer. Anhand der Tiefenfärbung war 

erkennbar, dass das Kollagen I Hydrogel an Tag 3 nur noch teilweise vorhanden war. Die darin 

befindlichen Zellen wiesen gegenüber Kultivierungstag 1 einen deutlich geringeren Anteil an Zellen 

(17,3 %) auf. Der Anstieg an lebenden Zellen (82,6 %) spricht für eine gute Proliferation. An Tag 7 waren 

die Zellen am Wellboden adhäriert, da sich das Hydrogel vollständig aufgelöst hatte. Daher sank der 

Prozentsatz an toten REC deutlich (1,8 %), während der Anteil an lebenden Zellen bis fast aufs 

Maximum anstieg. Im Kollagenhydrogel mit 2 mg/ml Kollagen I waren die Zellen homogen über das 

ganze Hydrogel verteilt und begannen sich bereits an Tag 1, im Vergleich zu den anderen Kollagen I 

Konzentrationen am stärksten auszubreiten. Dennoch war der Anteil an toten Zellen ähnlich wie bei 

der Kollagen I Konzentration von 1 mg/ml, genauso wie der Anteil an lebenden Zellen (69,9 %). Anhand 

der Tiefenfärbung war erkennbar, dass an Tag 3 das Kollagenhydrogel mit 2 mg/ml Kollagen I noch 

vollständig erhalten war. Dabei war der Anteil an lebenden Zellen im Hydrogel stark angestiegen 

(92,5 %). Wie bei den anderen Kollagen I Konzentrationen war auch bei dem 2 mg/ml Kollagen I 

Hydrogel nach 7 Kultivierungstagen kein Hydrogel mehr vorhanden. Der Anteil der am Wellboden 

adhärierten lebenden REC war daher wie zu erwarten nochmals angestiegen (98,1 %). Die längste 

Kultivierung von REC konnte in einem Hydrogel mit 2 mg/ml Kollagen I über 3 Tage vorgenommen 

werden. Kollagen ist der Hauptbestandteil der EZM, wobei Kollagen I am häufigsten Einsatz als 

Hydrogel findet. Laut Literatur erlauben Kollagen-Konzentrationen zwischen 1,2 bis 1,9 mg/ml eine 

gute Zellproliferation und -migration [492]; [118] [493]; [414], weshalb die gewählte Konzentration von 

0,5 mg/ml Kollagen I zu gering war. Die Gelierungskinetik von Kollagenhydrogelen ist abhängig vom 

pH-Wert und der Temperatur, mit einem Optimum bei pH 8 und 37 °C, wobei diese Konditionen den 

Stress gegenüber den Zellen minimiert [118]; [494]. Die limitierenden mechanischen Eigenschaften von 

Kollagen I für einen längeren Kultivierungszeitraum, können durch Kombination von Kollagen I mit 

synthetischen Polymeren oder Nanopartikeln verringert werden [495] [118]; [71] [496]. Der durch 

Metalloproteinasen, einschließlich Kollagenasen, verursachte Abbau des Kollagen I Hydrogels 

beeinflusst die mechanische Steifheit der Gerüststruktur und kann durch den Einsatz von Kollagenase 

in einer Konzentration zwischen 0,1 und 5 U/ml verlangsamt werden [414]. 
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4.6.2.4 GelMA Hydrogele 

Semi-synthetische Hydrogele vereinen die Vorteile von synthetischen und biologischen Hydrogelen, 

indem sie die Möglichkeit bieten, deren mechanische und biochemische Eigenschaften zu steuern und 

damit reproduzierbare Ergebnisse generiert werden können [133]. Gelatinemethacrylat (GelMA) zählt 

zu den semi-synthetischen Hydrogelen und wurde erstmals als Derivat von Gelatine durch Van Den 

Bulcke et al. beschrieben und synthetisiert [94]; [497] [497]. GelMA ist ein photopolymerisierbares Hydrogel 

aus der modifizierten natürlichen EZM-Komponente Gelatine. Die zugegegbenen Methacrylatgruppen 

werden an die Amine der Gelatine substituiert und verbinden sich dann durch eine lichtbaserte 

Polymerisation zu einem Hydrogel [452]. Durch die Zugabe unterschiedlicher Äquivalentmengen an 

Methacrylsäure (MAA) konnten verschiedene Funktionalisierungsgrade von GelMA erstellt werden. 

Synthetisiert wurden die Hydrogele von M. Sc. Alisa Grimm und M. Sc. Sonja Leopold. Die 

Vernetzungsreaktion von GelMA ist in Abbildung 56 dargestellt. 

 

 

 

Ein 4 %iges GelMA Hydrogel (8 Äq) wurde in einem Volumen von 100 µl erstellt und durch Zugabe von 

0,3 % LAP vernetzt (30 s; RT; 500 mW/cm2). Die Äquivalente (Äq) beziehen sich dabei auf die Menge 

an zugegebenem Methacrylanhydrid während der Synthese [498]. Die vernetzten Hydrogele wurden 

entsprechend beschichtet und die Zellen anschließend auf der Hydrogeloberfläche ausgebracht 

Abbildung 57). Verglichen mit der jeweiligen Kontrolle konnten weder die ARPE-19 Zellen noch die 

RPE-Vorläuferzellen aus der Differenzierung von mESC-Rx-GFP auf dem GelMA Hydrogel adhärieren. 

Die RPE-Vorläuferzellen von DD11 bildeten kleine Aggregate statt eines flächigen Zelllayers und die 

ARPE19 Zellen formatierten sich in einer netzwerkartigen Struktur. Daher war es nicht möglich, die 

DD11 RPE Vorläuferzellen bis DD18 zu RPE zu differenzieren. Die REC konnten dagegen gut auf der 

Hydrogeloberfläche adhärieren. Auch die Literatur beschreibt die Adhäsion von humanen 

Abbildung 56: Vernetzungsreaktion von Gelatinemethacrylat. GelMA wurde durch Einbau von 
Methacrylatgruppen an die aminhaltigen Seitengruppen von Gelatine synthetisiert. Der Methacrylierungsgrad 
kann durch den Prozentsatz der Lysingruppen, die durch die Methacrylatgruppen substituiert sind, kontrolliert 
werden. Die Vernetzung des GelMAs durch Initiierung einer radikalischen Polymerisation findet durch Zugabe 
eines Photoinitiators und mit Hilfe einer Lichtquelle mit spezifischer Wellenlänge statt. 
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Endothelzellen der Nabelschnur auf GelMA Hydrogelen, nicht jedoch auf PEG [452]; [73], wie auch die 

Ergebnisse dieses Experiments bestätigen. Zudem demonstrieren Studien, dass höhere 

Konzentrationen an Gelatine zu einer besseren Zelladhäsion führen [499]; [73] und die Viabilität von in 

GelMA Hydrogelen integrierten Zellen langfristig aufrechterhalten werden kann [452]; [500]; [501].  

 

 

 

Um die Viabilität der REC im GelMA Hydrogel mit der Literatur zu vergleichen, wurde ein Lebend-/Tot-

Nachweis durchgeführt. Dazu wurde ein 4 %iges GelMA Hydrogel (8 Äq) mit 1*105 REC µ-Slide 8-Well 

(200 µl) erstellt. Das GelMA wurde hierzu mit LAP (0,3 %) als Photoinitiator versetzt und durch Licht 

einer spezifischen Wellenlänge (30 s; 500 mW/cm2) vernetzt. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung 

wurden die Hydrogele mit Calcein-AM (4 µM) und PI (20 µg/ml) für 30 min inkubiert. Anschließend 

wurde die Färbelösung für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die 

Überlagerung der Fluoreszenz für lebende Zellen von Calcein (grün) und die für tote Zellen von PI (rot) 

anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Zudem fand anhand der 

Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Für eine quantitative 

Bestimmung des Viabilitäts-Prozentsatzes wurden mit der Software FIJI die fluoreszierenden Zellen 

gezählt und die mittlere Fluoreszenz von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt (Abbildung 

58).  

Abbildung 57: Kultivierung von Zellen der oBRB auf GelMA Hydrogelen. Ein Hydrogel aus 4 %igem GelMA 8 Äq 
wurde in einem Volumen von 100 µl erstellt und mit einer Strahlungsintensität von 500 mW/cm2 für 60 Sekunden 
vernetzt. 5*104 REC wurden in RECM pro 96-Well auf das mit Speed Coating beschichtete GelMA-Hydrogel 
ausgebracht (C2). Als Kontrolle diente ein mit Speed Coating beschichtetes Well (C1). Nach der Beschichtung des 
GelMA Hydrogels mit Laminin (1 µg/cm22; 1 h) wurden 9,4*104 RPE- Vorläuferzellen von DD11 in RMM2 auf der 
beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht und bis DD18 differenziert (A2). Als Kontrolle diente ein Laminin-
beschichtetes Well zur Kultivierung der RPE-Vorläuferzellen (A1). 5*104 ARPE-19 Zellen wurden ohne weitere 
Beschichtung auf der GelMA Hydrogeloberfläche in ARPE-M ausgebracht (B2). Für die Kontrolle wurde die gleiche 
Anzahl an ARPE19 Zellen in ein unbeschichtetes Well ausgesät. Der Kultivierungszeitraum betrug 7 Tage. Maßstab 
50 µm (A1) / 100 µm. Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
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Abbildung 58: Viabilitätsnachweis der REC im GelMA Hydrogel über einen Kultivierungszeitraum von 7 Tagen 
durch eine Lebend-/Tot-Färbung. Dazu wurden 4 %ige GelMA Hydrogele (8 Äq) mit 1*105 REC in einem Volumen 
von 200 µl in einem µ-Slide 8-Well erstellt. Durch Zugabe von LAP (0,3 %) als Photoinitator wurde GelMA unter 
Einsatz einer Lichtquelle mit spezifischer Wellenlänge (30 s; 500 mW/cm2) vernetzt. Die Kultivierung der 
Hydrogele fand über einen Zeitraum von 7 Tagen statt, wobei eine Lebend-/Tot-Charakterisierung jeweils an den 
Tagen 1, 3 und 7 vorgenommen wurde. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung wurden die Hydrogele mit 4 µM 
Calcein-AM und 20 µg/ml PI in 250 µl RECM für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die Färbelösung 
abgenommen und für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die Überlagerung 
der Signale von Calcein (grün) für lebende Zellen und die von PI (rot) für tote Zellen anhand von Z-Stack-
Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt (A1; A2; A3). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 
2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt (B1; B2; B3). Mit der Software FIJI wurden zudem die 
jeweiligen Signale gezählt und die mittlere Anzahl gezählter Signale von lebenden und toten Zellen graphisch 
dargestellt. Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 500 µm =rot. 
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Anhand der Leben-Tot-Färbung konnte gezeigt werden, dass die REC an Tag 1 im GelMA Hydrogel 

homogen über das ganze Hydrogel verteilt waren. Dabei war der prozentuale Anteil an lebenden Zellen 

(67,1 %) ähnlich dem in natürlichen Hydrogelen. An Tag 3 begannen sich die Zellen auszubreiten, wobei 

der prozentuale Anteil an lebenden Zellen (79,3 %) aufgrund der Proliferation anstieg. An Tag 7 hatten 

sich die REC stark im Hydrogel ausgebreitet und teilweise verbunden. Der Anteil an lebenden Zellen 

(70,8 %) war minimal geringer als an Tag 3. Das GelMA Hydrogel blieb bis Kultivierungstag 7 stabil und 

die Kultivierung von RECM im GelMA Hydrogel war erfolgreich. Auch in der Literatur wurde eine hohe 

Zellviabilität von anderen Zellarten, wie humanen embryonalen Nierenzellen in Gelatinehydrogelen 

beschrieben [502]; [73]. Studien zeigten auch, dass die Viabilität der im GelMA befindlichen humanen 

Endothelzellen mit steigender GelMA Konzentration sank. In einem 5 %igen GelMA Hydrogel lag die 

Viabilitätsrate der Endothelzellen bei 92 % [452]; [497], was mit den Ergebnissen dieses Experimentes 

korreliert. Der Methacrylierungsgrad nimmt Einfluss auf die Methylierung indem mit zunehmendem 

Methacrylierungsgrad die Abbaugeschwindigkeit und durchschnittliche Porengröße abnimmt [503]; [497]. 

Im Gegensatz dazu nahm mit zunehmender Zellkonzentration die Stabilität des Hydrogels ab, während 

die Porengröße zunahm [504] [497]. Vor allem für die Kapillarbildung humaner Endothelzellen eignen sich 

weichere GelMA Hydrogele [503]; [118], während steifere GelMA Hydrogele die Osteogenese und 

Knochenbildung [505]; [118] fördern [118]. 

 

4.6.2.5 GelN/S Hydrogele 

Die Literatur zeigt Nachteile der Photovernetzung durch die herkömmliche 

Kettenwachstumspolymerisation, wie die Nebenreaktionen von Methacrylatgruppen mit 

Komponenten der Zelloberfläche, der Einsatz großer Radikalmengen zur Initiierung, lange 

Bestrahlungszeiten und die Bildung einer heterogenen Netzwerkstruktur auf [506]; [507]; [100]. Daher stellt 

GelN/S ein weiteres semi-synthetisches Hydrogel dar, das auf der Thiol-En-Chemie basiert. Diese 

erlaubt auf Grundlage von Thiolen und Alkenen die Entstehung von schnell zu vernetzenden 

Hydrogelen [508]; [100]. GelN wird durch die Reaktion zwischen Gelatine und Norbornen-(5)-carbonsäure-

(2) unter pH-Kontrolle hergestellt [506]. Im Gegensatz zu Methacrylaten weist die Norbornen-Gruppe 

eine geringere Toxizität für Zellen auf. Thiolierte Gelatine (GelS) wird durch kovalente Modifikation der 

primären Aminogruppen der Gelatine durch Addition von Sulfhydrylresten hergestellt. Die 

anschließende orthogonale Vernetzung von GelN und GelS zum Hydrogel findet über eine Thiol-En-

Photoklick-Reaktion statt. [506] [100] Dabei reagieren die Norbonengruppen selektiv mit Thiolen und 

führen eine Polymerisation mit schrittweisem Wachstum zur Bildung eines homogenen Netzwerks 

herbei [509]; [100]; [74]. Thiol-En-Reaktionen erfordern insgesamt niedrigere Radikalkonzentrationen für die 

photochemische Initiierung [510]; [100], wobei die Vernetzungsreaktion von GelN und GelS zu GelN/S in 

Abbildung 59 dargestellt ist. 



  Ergebnisse und Diskussion 

103 
 

 

 

Ein 5 %iges GelN/S Hydrogel bestehend aus GelN (2 Äq) sowie GelS (5 Äq) wurde in einer 96-Well 

Kultivierungsplatte (100 µl) erstellt. Nach Zugabe von LAP (0,03 %) erfolgte die Polyemerisation zu 

GelN/S durch Photocuring mit Licht bei 500 mW/cm2 (30 s) (Abbildung 60). Anhand der 

Mikroskopieaufnahmen war zu erkennen, dass keine der RPE-Zellarten auf dem GelN/S Hydrogel 

adhärieren konnte. Sowohl ARPE19 als auch die aus mESC-Rx-GFP differenzierten RPE-Vorläuferzellen 

bildeten Aggregate auf der Hydrogeloberfläche statt eines konfluenten Zelllayers. Es war zudem nicht 

möglich, die DD11 RPE-Vorläuferzellen bis DD18 zu differenzieren. Im Gegensatz zu den RPE-Zellen war 

es den REC möglich, auf der Hydrogeloberfläche zu adhärieren. Im Vergleich mit der Adhäsion auf 

GelMA war der Zelllayer weniger konfluent gewachsen innerhalb des Kultivierungszeitraums. 

 

Abbildung 59: Erstellung eines GelN/S Hydrogels. Ein 5 %iges GelN/S Hydrogel wurde aus GelN (2Äq) sowie GelS 
(5 Äq) zusammen mit LAP (0,03 %) als Photoinitiator erstellt. Für die Polymerisation wurde GelN/S für 30 s einer 
Lichtintensität von 500 mW/cm2 ausgesetzt. 
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Abbildung 60: Kultivierung von Zellen der oBRB auf GelN/S Hydrogelen. Ein 5 %iges GelN/S Hydrogel aus 2 Äq 
GelN sowie 5 Äq GelS wurde zusammen mit 0,03 % LAP in einem Volumen von 100 µl erstellt und mit einer 
Strahlungsintensität von 500 mW/cm2 für 30 Sekunden vernetzt. 5*104 REC wurden in RECM auf das mit Speed 
Coating beschichtete GelN/S Hydrogel in einem 96-Well ausgebracht (C2). Als Kontrolle diente ein mit Speed 
Coating beschichtetes Well (C1). Nach der Beschichtung des GelN/S Hydrogels mit Laminin (1 µg/cm2; 1 h) 
wurden 9,4*104 RPE- Vorläuferzellen von DD11 in RMM2 auf der beschichteten Hydrogeloberfläche ausgebracht 
und bis DD18 differenziert (A2). Als Kontrolle diente ein Laminin-beschichtetes Well zur Kultivierung der RPE-
Vorläuferzellen (A1). 5*104 ARPE-19 Zellen wurden ohne weitere Beschichtung auf der GelN/S 
Hydrogeloberfläche in ARPE-M ausgebracht (B2). Für die Kontrolle wurde die gleiche Anzahl an ARPE19 Zellen in 
ein unbeschichtetes Well ausgesät. Der Kultivierungszeitraum betrug 7 Tage. Maßstab 50 µm (A1) / 100 µm. 
Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 

 

Um die Viabilität der REC im GelMA Hydrogel mit der Literatur zu vergleichen, wurde ein Lebend-/Tot-

Nachweis durchgeführt. Dazu wurde ein 5 %iges GelN/S Hydrogel aus GelN (2 Äq) sowie GelS (5 Äq) 

mit 1*105 REC µ-Slide 8-Well (200 µl) erstellt. Das GelMA wurde hierzu mit LAP (0,03 %) als 

Photoinitiator versetzt und durch Licht bei 500 mW/cm2 (30 s) vernetzt. Für die Lebend-/Tot-

Charakterisierung wurden die Hydrogele mit Calcein-AM (4 µM) und PI (20 µg/ml) für 30 min inkubiert. 

Anschließend wurde die Färbelösung für die konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. 

Dabei wurde die Überlagerung der Fluoreszenz für lebende Zellen von Calcein (grün) und die für tote 

Zellen von PI (rot) anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Zudem 

fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Für eine 

quantitative Bestimmung der Viabilität wurden mit der Software FIJI die fluoreszierenden Zellen 

gezählt und die mittlere Fluoreszenz von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt (Abbildung 

61). 
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Abbildung 61: Viabilitätsnachweis der REC im GelN/S Hydrogel über einen Kultivierungszeitraum von 7 Tagen 
durch eine Lebend-/Tot-Färbung. Ein 5 %iges GelN/S Hydrogel aus GelN (2Äq) sowie GelS (5 Äq) in einem 
Volumen von 200 µl mit 1*105 wurde erstellt. Für die Polymerisation wurde das Hydrogel mit LAP (0,03 %) 
versehen und für 30 s bei 500 mW/cm2 in einem µ-Slide 8-Well vernetzt. Die Kultivierung der Hydrogele fand 
über einen Zeitraum von 7 Tagen statt, wobei eine Lebend-/Tot-Charakterisierung jeweils an den Tagen 1, 3 und 
7 vorgenommen wurde. Für die Lebend-/Tot-Charakterisierung wurden die Hydrogele mit 4 µM Calcein-AM und 
20 µg/ml PI in 250 µl RECM für 30 min inkubiert. Anschließend wurde die Färbelösung abgenommen und für die 
konfokalmikroskopische Analyse durch RECM ersetzt. Dabei wurde die Überlagerung der Signale von Calcein 
(grün) für lebende Zellen und die von PI (rot) für tote Zellen anhand von Z-Stack-Projektion visualisiert und als 
3D Projektion dargestellt (A1; A2; A3). Zudem fand anhand der Tiefenfärbung eine 2D-Projektionsvisualisierung 
des 3D-Volumens statt (B1; B2; B3). Mit der Software FIJI wurden zudem die jeweiligen Signale gezählt und die 
mittlere Anzahl gezählter Signale von lebenden und toten Zellen graphisch dargestellt. Maßstab 100 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 500 µm =rot. 



Ergebnisse und Diskussion 

106 
 

Anhand der Mikroskopieaufnahmen war zur erkennen, dass die REC im GelN/S Hydrogel homogen 

verteilt waren und der prozentuale Anteil an lebenden Zellen (68,1 %) an Tag 1 deutlich höher war 

gegenüber den toten Zellen. An Tag 3 begannen sich die Zellen teilweise im Hydrogel auszubreiten, 

wobei der prozentuale Anteil an lebenden Zellen (81,6 %) anstieg. An Tag 7 hatten sich die REC im 

Vergleich zum GelMA Hydrogel weniger stark ausgebreitet. Auch der prozentuale Anteil an lebenden 

Zellen (71 %) sank leicht gegenüber dem Kultivierungstag 3. Insgesamt war eine Kultivierung der REC 

über 7 Tage in einem 5 %igen GelN/S Hydrogel erfolgreich. Die Literatur beschreibt eine erhöhte 

Zellviabilität und Ausbreitung von humanen mesenchymalen Stammzellen in GelNB/DTT-Hydrogelen 

im Vergleich zu GelMA [506] [100]; [511]. Die REC allerdings wiesen ein verbessertes Wachstum in GelMA 

Hydrogelen auf. Laut Studien zeigten Zellen generell im Vergleich zu weicheren Substraten, auf steifen 

Hydrogelen eine verringerte Zellausbreitung, aber eine dynamischere Zelladhäsionen [479]. 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass sowohl ARPE19 Zellen als auch die differenzierten RPE- 

Vorläuferzellen aus mESC-Rx-GFP am besten auf Fibrinhydrogelen zu kultivieren waren. Auf 

Fibrinhydrogelen konnten zudem mESC-Rx-GFP problemlos adhärieren und bis DD18 zu RPE 

differenziert werden. Da das Fibrinhydrogel allerdings aufgrund seiner mechanischen Instabilität nicht 

für eine langfristige Kultivierung von Zellen über mehrere Tage geeignet war, schied es als Grundmatrix 

für das HB-flow System aus. Als Grundgerüst wurde dagegen ein GelMA Hydrogel aufgrund seiner 

mechanischen Stabilität über den kompletten Kultivierungszeitraum von 7 Tagen eingesetzt. Die REC 

konnten zudem erfolgreich auf der GelMA Hydrogeloberfläche adhärieren und wiesen bei der 

Kultivierung im Hydrogel eine hohe Viabilität auf. Für die Rekonstruktion der oBRB im HB-flow System 

wurde GelMA als Grundmatrix für die Kultivierung von Endothelzellen im Mikrokanal verwendet sowie 

ein oberhalb des GelMA Hydrogels befindliches Fibrinhydrogel für die Kultivierung von RPE.  

 

4.6.3 Toxizität von Bestrahlung und Photoinitiator gegenüber den Zellen 

Für die Vernetzung von synthetischen und semi-synthetischen Hydrogelen ist ein Photoinitiator sowie 

Licht einer spezifischen Wellenlänge notwendig. In der Literatur aber wird berichtet, dass eine UV-

Exposition und die Toxizität von Photoinitiatoren die Lebensfähigkeit der Zellen negativ beeinflussen 

[118]. Der für die Vernetzung von GelMA und GelN/S eingesetzte Photoinitiatior ist Lithiumphenyl (2,4,6-

trimethylbenzoyl) phosphinat (LAP). LAP ist ein radikalischer Photoinitiator, der eine 

Radikalkettenpolymerisation bei Lichteinwirkung initiiert [512]. Zwar wird LAP als zytokompatibel 

beschrieben [497], kann jedoch das Wachstum der Zellen beeinflussen. Die Strukturformel ist in 

Abbildung 62 dargestellt. 
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Um den Einfluss von LAP gegenüber den Zellen zu bestimmen, wurde ein MTT-Toxizitätstest auf 

Grundlage von Mosmann et al. 1983 [513] [514] durchgeführt. Der MTT-Toxizitätstest stellt eine 

kolorimetrische Messung der intrazellulären Formazanproduktion dar. Durch die Bestimmung der 

metabolischen Zellaktivität kann Rückschluss auf die Zellviabilität gezogen werden [515]; [514]. Das MTT-

Reagenz (3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl-2H-tetrazoliumbromid) ist ein Mono-

tetrazoliumsalz, das aus einem positiv geladenen quaternären Tetrazolringkern besteht, der vier 

umgebende Stickstoffatome enthält. Diese sind mit drei aromatischen Ringen, einschließlich zwei 

Phenyleinheiten und einem Thiazolylring verbunden [515]; [514]. Aufgrund seiner positiven Ladung sowie 

der lipophilen Struktur [516] kann MTT die Zellmembran lebender Zellen passieren und wird in den 

Mitochondrien mit Hilfe der Succinat-Dehydrogenase verstoffwechselt [515]; [514]. Dabei wird bei der 

Reduktion von MTT der Tetrazol-Kernring geöffnet und das violette wasserunlösliche Formazan 

entsteht (Abbildung 63). Nach der Solubilisierung des wasserunlöslichen Formazans durch 

Dimethylsulfoxid (DMSO) wird die homogenisierte MTT-Formazan-Lösung mit Hilfe eines 

Spektrophotometers in Bezug auf ihre optische Dichte (OD; 595 nm) analysiert. Die gemessenen OD-

Werte spiegeln die Formazan-Konzentration und folglich die intrazelluläre Reduktion von MTT wider 

[514]. Der LD50-Wert gibt dabei die Konzentration eines Stoffes, an die für die Zellen letal ist. 

 

 

 

Mit Hilfe des MTT-Toxizitätstests wurde der Einfluss von LAP und UV-Licht auf REC, HUVEC sowie NHDF 

untersucht. Diese Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner 

Abbildung 62: Strukturformel des Photoinitiators Lithiumphenyl (2,4,6-trimethylbenzoyl) phosphinat (LAP). 

Abbildung 63: Das MTT-Reagenz (3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyl-2H-tetrazoliumbromid) ist ein 
Monotetrazoliumsalz, das aus einem positiv geladenen quaternären Tetrazolringkern besteht, der vier 
umgebende Stickstoffatome enthält. Diese sind mit zwei Phenyleinheiten und einem Thiazolylring verbunden. 
MTT kann aufgrund seiner positiven Ladung sowie der lipophilen Struktur [516] die Zellmembran lebenderZellen 
passieren und wird in den Mitochondrien mit Hilfe der Succinat-Dehydrogenase verstoffwechselt. Die Reduktion 
von MTT öffnet den Tetrazol-Kernring, wodurch das violette wasserunlösliche Formazan entsteht. 
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Masterarbeit erzielt. REC dienen als Endothel in der oBRB gemeinsam mit dem murinen differenzierten 

RPE. HUVEC werden als humanes Endothelzellanalog eingesetzt in Kombination mit ARPE19 Zellen zur 

Rekonstruktion der oBRB. Die Fibroblasten NHDF dienen als Vergleich zu dem Verhalten der beiden 

Endothelzellen. Dazu wurden die Zellen jeweils in einer 96-Well Kultivierungsplatte (je 1*105 Zellen/ml) 

ausgebracht und mit LAP oder UV-Licht behandelt. LAP wurde in 6 unterschiedlichen Konzentrationen 

(0,01 %, 0,03 %, 0,05 %, 01 %, 0,3 %, 0,5 %) zu den Zellen gegeben, woraufhin eine Inkubation von 72 

h folgte. Bei der Behandlung mit UV-Licht wurden die Zellen 3 unterschiedlichen 

Strahlungsintensitäten (5000 mW/cm2, 1000 mW/cm2, 500 mW/cm2) und -zeiträumen (60 s, 30 s, 10 

s) ausgesetzt und ebenfalls für 72 h inkubiert. Die Entfernung zur Strahlungsquelle betrug 5 cm. Die 

Totkontrolle wurde durch Zugabe von Triton X (1 %; 5 μl) und MTT (15 μl) pro Well erzeugt. Nach einer 

Inkubation von 3 h wurde die Reaktion mit einer Stop Lösung (100 μl) unterbunden und gleichzeitig 

der Farbstoff solubilisiert. Am Folgetag erfolgte die Messung der Absorption bei 595 nm mit Hilfe des 

Spektrophotometers. Um die Messergebnisse anschließend auszuwerten dienten die unbehandelten 

Lebend- und Totkontrollen als Referenz. Durch die Absorptionsmessung und den anschließenden 

Vergleich mit den Kontrollen, konnte ein relativer Unterschied zwischen den Proben in der Absorption 

und damit ein relativer Unterschied in der Viabilität bestimmt werden (Abbildung 64). 
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Die Messergebnisse wiesen mit steigender LAP Konzentration eine sinkende Zellviabilität auf. Unter 

Berücksichtigung des LD50- Wertes konnte gezeigt werden, dass die Viabilität der REC Zellen bis zu einer 

Konzentration von 0,5 % LAP (34,9 % ± 0,14) über dem kritischen Wert lag. Die maximale Zellviabilität 

der REC war bei einer LAP Konzentration von 0,01 % (79,86 % ± 0,009) zu finden, wobei der LD50- Wert 

bei >0,3 % LAP liegt. Auch die HUVEC wiesen eine sinkende Tendenz der Zellviabilität gegenüber einer 

erhöhten LAP Konzentration auf. Im Vergleich zu den REC liegen sind die Viablilitätswerte der HUVEC 

insgesamt geringer. Bei den HUVEC liegt unter Beachtung des LD50- Wertes die kritische LAP 

Abbildung 64: Bestimmung der Viabilität durch einen MTT Toxizitätsnachweis. Dazu wurden die Zellen jeweils in 
einer 96-Well Kultivierungsplatte in einer Zellkonzentration von 1*105 Zellen/ml kultiviert und mit LAP oder UV-
Licht behandelt. LAP wurde in unterschiedlichen Konzentrationen (0,01 %, 0,03 %, 0,05 %, 01 %, 0,3 %, 0,5 %) 
eingesetzt und die Zellen für 72 h inkubiert. Für die Behandlung mit UV-Licht wurden die Zellen unterschiedlichen 
Strahlungsintensitäten (5000 mW/cm2, 1000 mW/cm2, 500 mW/cm2) und -zeitspannen (60 s, 30 s, 10 s) 
ausgesetzt und ebenfalls für 72 h inkubiert. Zu der Totkontrolle wurden erst je 5 μl Triton-X (1 %) zugegeben und 
anschließend 15 μl MTT pro Well hinzugefügt. Nach einer Inkubation von 3 h wurden 100 μl Stop Lösung in jedes 
Well zur Solubilisierung gegeben. Am Folgetag erfolgte die Messung der Absorption bei 595 nm mit Hilfe eines 
Photospektrometers. Für die Auswertung wurde auf die Lebend- und Totkontrollen ohne Behandlung normiert. 
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Konzentration bereits bei >0,05 %. Das Maximum der Viabilität liegt bei den HUVEC ebenfalls bei einer 

LAP Konzentration von 0,01 % (81,64 ± 0,019). Die NHDF zeigen gegenüber LAP die geringste Viabilität 

auf, wobei der LD50- Wert >0,05 % ist. Zur Vernetzung der GelMA-Hydrogele wurde 0,3 % LAP 

eingesetzt. Bei 0,3 % LAP befinden sich, unter Beachtung des LD50- Wertes nur die REC (57 % ± 0,005) 

über dem kritischen Wert, nicht aber die HUVEC (8,37 % ± 0,03) und NHDF (32,53 % ± 0,01). Für die 

Vernetzung von GelN/ und GelS wurde dagegen 0,03 % LAP eingesetzt. Bei einer LAP Konzentration 

von 0,03 % befinden sich, unter Beachtung des LD50- Wertes sowohl die REC (72,75 % ± 0,017), als auch 

die HUVEC (67,54 % ± 0,009) und NHDF (52,17 % ± 0,014) über dem kritischen Wert. Insgesamt konnte 

gezeigt werden, dass REC sowohl in den GelN/S Hydrogelen als auch in GelMA-Hydrogelen kultiviert 

werden können, ohne dass die Menge an LAP eine schädigende Wirkung auf die Zellen ausübt. Die 

HUVECs sollten aufgrund der geringeren Menge an LAP in GelN/S Gelen kultiviert werden, um die 

Unterschreitung des kritischen Toxizität-Wertes zu vermeiden. Die Literatur bestätigt diese Ergebnisse. 

Dabei wurde bei LAP-Konzentrationen von 0,3 % und 0,5 % (w/v) eine hohe Zellviabilität 

nachgewiesen, während diese bei Konzentrationen von 0,7 % und 0,9 % (w/v) abnahm. Insgesamt 

zeigen die Zellen mit LAP aber eine vergleichsweise höhere Viabilität als mit dem Photoinitiator 

Irgacure2959 [497]; [512]. Anhand der Literatur konnte belegt werden, dass LAP ein bevorzugt 

einzusetzender Photoinitiator ist, da dieser eine Polymerisation bei sichtbarem Licht initiieren kann, 

was nachweislich die Toxizität des Photoinitiators verringert und die Viabilität der Zellen steigert [118] 

[497] [517].  

Zudem wurde der Einfluss der Bestrahlung bei der Vernetzung der Hydrogele auf die Zellviabilität 

untersucht. Bei dem Erstellen von GelMA oder GelN/S Hydrogelen wird eine Bestrahlungsintensität 

von 500 mW/cm2 und eine Bestrahlungsdauer von 30 s zur Vernetzung eingesetzt. Bei den REC erwies 

sich eine Strahlungsdauer von 10-60 s (10 s= 83,91 % ± 0,05; 30 s = 84,54 % ± 0,01; 60 s=84,58 ± 0,006) 

bei einer Intensität von 500 mW/cm2 unter Beachtung des kritischen LD50- Wertes als unbedenklich. 

Insgesamt nahm mit zunehmender Bestrahlungsdauer und steigender Strahlungsintensität die 

Zellviabilität stark ab. Bei einer Intensität von 5000 mW/cm2 und einer Strahlungsdauer von 60 s (34 % 

± 0,12) wurde der kritische LD50- Wert unterschritten. Bei den HUVEC hatte die Bestrahlungsdauer und 

Strahlungsintensität weniger Einfluss auf die Zellviabilität als die LAP Konzentration. Im Vergleich zu 

den REC waren die HUVEC deutlich unempfindlicher gegenüber der Bestrahlung. Es erwies sich bei 

einer Intensität von 500 mW/cm2 eine Strahlungsdauer von 10 s (100 % ± 0,01) unter Beachtung des 

kritischen LD50- Wertes als beste Option. Insgesamt unterschritt keiner der Messwerte den kritischen 

LD50- Wert bei einer getesteten Bestrahlungsintensität oder Bestrahlungsdauer. Bei den NHDF hatte 

die Strahlungsintensität und -dauer einen größeren Einfluss auf die Zellviabilität als bei den HUVEC. 

Allerdings fiel der Messwert bei keiner Bestrahlungsintensität oder Bestrahlungsdauer unter den 

kritischen LD50- Wert. Bei einer Intensität von 500 mW/cm2 erwies sich eine Strahlungsdauer von 60 s 



  Ergebnisse und Diskussion 

111 
 

(95,11 ± 0,01) unter Beachtung des kritischen LD50- Wertes beste Option. Studien haben bereits 

demonstriert, dass Ultraviolettes (UV)-Licht ein potenzieller Verursacher zellulärer DNA- und 

Gewebeschäden ist, da eine chromosomale und genetische Instabilität in Säugetierzellen durch 

Exposition gegenüber UV-Licht hervorgerufen wurde [518]; [519][520][521]; [520]. Vor allem die Bildung 

reaktiver Sauerstoffspezies durch die Reaktion von UV-Licht mit Sauerstoff der Umgebung verursacht 

oxidative Schäden an der DNA [521]; [522]; [520].  

 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass REC sowohl in den GelN/S Hydrogelen als auch in GelMA-

Hydrogelen problemlos kultiviert werden können, ohne dass die Menge an LAP eine schädigende 

Wirkung auf die Zellen ausübt. Eine Bestrahlungsdauer von 30 s bei einer Bestrahlungsintensität von 

500 mW/cm2 beeinflusst die Zellviabilität außerdem nur geringfügig. HUVECs sind empfindlich 

gegenüber der LAP Konzentration, weshalb diese bevorzugt mit GelN/S-Hydrogelen aufgrund der 

geringeren eingesetzten LAP-Konzentration kultiviert werden sollten. Eine Bestrahlungsdauer von 30 s 

bei einer Bestrahlungsintensität von 500 mW/cm2 ist bezüglich der Zellviabilität unbedenklich. Die 

Kultivierung der NHDF ist sowohl in GelMA-Hydrogelen als auch in GelN/S -Hydrogelen möglich, da bei 

keiner Bestrahlungsdauer und keiner Bestrahlungsintensität der kritische LD50- Wert unterschritten 

wurde. Allerdings handelt es sich bei dem MTT assay um einen Viabilitätstest, weshalb keine Aussagen 

über mögliche Mutationen oder nicht-letale DNA-Schäden getroffen werden können [521]. 

 

4.6.4 Etablierung des retinalen Endothels im Mikrokanal des HB-flow Systems 

In der Literatur sind mikrofluidische Kanäle in vielen verschiedenen Hydrogelsubstraten zu finden, die 

den Zellen eine dreidimensionale Zellkulturumgebung bereitstellen [444]; [523]; [468] [524]; [468] [132]; [468] [525]; 

[468] und als Materialien für den Aufbau von Hydrogel-basierten Mikrokanalnetzwerken verwendet 

werden [468][526] [527]. Für das HB-flow System wurden GelMA sowie GelN/S aufgrund ihrer mechanischen 

und zytokompatiblen Eigenschaften gegenüber den REC als eine geeignete Hydrogelstützstruktur 

identifiziert. REC wurden, wie in Abbildung 65 dargestellt, in den Mikrokanal des HB-flow Systems 

eingebracht. Die einfachste Form zur Erzeugung von Mikrokanälen in Hydrogelkonstrukten ist die 

Verwendung von Nadeln oder Fasern, die durch Entnahme eine perfundierbare Gefäßstruktur im 

Hydrogel bilden [528]. In der Literatur wird die Erzeugung eines perfundierbaren Mikrokanals mit einem 

Durchmesser von 550  μm durch die Verwendung eines Röhrchens in einem Typ-I-Kollagenhydrogel 

beschrieben, der anschließend mit Endothelzellen besiedelt wurde [73] [529]. Zudem konnte ein 

Mikrokanalsystem auf Basis des semi-synthetischen GelMA Hydrogels entwickelt werden, das die 

Endothelbarrierefunktion förderte. [529] [530]. Die mikrofluidische Kultivierung von humanen retinalen 

Zellen in einem vaskularisierten Modell ohne exogene Materialien, treibt zudem die Entwicklung neuer 

Therapeutika für Erkrankungen wie AMD voran [531]. Für die Erstellung des Mikrokanals im HB-flow 
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System wurde eine 25 G Kanüle durch die Aussparungen im Grundgerüst geführt. Anschließend wurde 

ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel mit einem Anteil von 40 % Kollagen I in die Vertiefung des HB-flow-

Systems gegeben und vernetzt. Anschließend konnte die Kanüle entfernt werden, was zu einem 

Kanaldurchmesser von etwa 520 µm führte. 

 

 

Abbildung 65: Schematische Darstellung des HB-flow Systems und dessen Präparation. Anschließend konnten 
REC in den Mikrokanal des HB-flow Systems eingebracht werden und diese durch die Verbindung mit einer 
Peristaltikpumpe mikrofluidisch kultiviert werden. Für die Erstellung des Mikrokanals musste zunächst eine 25 G 
Kanüle durch die Aussparungen im Grundgerüst geführt werden (A1). Anschließend wurden 150 µl eines 4 %igen 
GelMA (8 Äq) Hydrogels mit einem Anteil von 40 % Kollagen I in die Vertiefung gegeben und durch die 
Bestrahlung für 30 s bei 500 mW/cm2 vernetzt. Anschließend konnte die Kanüle entfernt werden, was zu einem 
Kanaldurchmesser von etwa 520 µm führte (A2). Der entstandene Mikrokanal konnte anshcließend mit 
insgesamt 2*105 REC besiedelt werden (A3). Maßstab A2 und A4 1000 µm; Maßstab A3 200 µm. Lichtmikroskop 
Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
 
 

4.6.4.1 Charakterisierung des retinalen Endothels im Mikrokanal des HB-flow 

Systems  

Um die Konfluenz des retinalen Endothels im Mikrokanal des HB-flow Systems zu validieren, wurde 

eine Immunfluoreszenzfärbung durchgeführt. Die Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit B. 

Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit erzielt. Dabei wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel 
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mit einem Anteil an 40 % Kollagen I oder ein 5 %iges GelN/S Hydrogel aus GelN (2 Äq) und GelS (5 Äq) 

mit einem Anteil an 25 % Kollagen I in die Vertiefung des HB-flow Systems gegeben und vernetzt. Die 

Zugabe von Kollagen erhöht den Anteil an Zelladhäsionspunkten auf der Hydrogeloberfläche und 

fördert daher die Zelladhäsion. Nach dem Entfernen der Kanüle wurde das HB-flow System über Nacht 

in RECM inkubiert, um den Zellen später die Adhäsion im Mikrokanal zu erleichtern. Nachdem 1*105 

REC im Mikrokanal (10 µl) adhäriert waren, konnte das Organ-on-chip System am darauffolgenden Tag 

an der Horizontalen um 180 ° gewendet werden, um die andere Seite des Mikrokanals ebenfalls mit 

1*105 REC zu besiedeln. Nach einer Inkubation über Nacht waren die Zellen im Mikrokanal adhäriert 

und das HB-flow System konnte wieder in seine Ausgangsposition gebracht werden. Nach Beenden 

des Kultivierungszeitraums von 5 Tagen wurden die Zellen im Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min, RT) 

fixiert, mit Triton-X (0,1 %, 4 min, RT) permeabilisiert und unspezifische Bindungsstellen blockiert. 

Anschließend konnten die Zellen im Mikrokanal immunhistochemisch analysiert werden (Abbildung 

66). Zudem wurden die Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-

TRITC (0,1 µM) visualisiert. Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und 

als 3D Projektion dargestellt, wobei anhand der Tiefenfärbung das 3D-Volumen visualisiert wurde. 

Anhand der Immunfluoreszenzfärbung wurde deutlich, dass die REC sowohl im Mikrokanal des GelMA 

Hydrogels als auch im Mikrokanal des GelN/S Hydrogels ein konfluentes Endothel über die gesamte 

Kanalfläche bilden konnten. Die REC waren gleichmäßig an der oberen und unteren Seite der 

Mikrokanalwand verteilt, was für die Besiedelungstechnik spricht. Insgesamt war die Verwendung von 

einem mit Kollagen I versetzten Gelatine-basierten Hydrogel (GelMA oder GelN/S) als Gerüststruktur 

im HB-flow System erfolgreich. In Bezug auf die Adhäsion und Langzeitkultivierung von REC im 

Mikrokanal konnten keine signifikanten Unterschiede zwischen den Hydrogelen festgestellt werden. 

Die Hydrogele konnten über den gesamten Kultivierungszeitraum aufrechterhalten werden und sind 

somit für eine Langzeitkultivierung geeignet. In weiteren Experimenten konnte auch gezeigt werden, 

dass die Langzeitkultivierung von HUVEC im Mikrokanal des HB-flow Systems möglich ist (Daten im 

Anhang). Auch andere Studien zeigten, dass ein auf GelMA basierendes Organ-on-chip System für die 

Kultivierung von Endothelzellen über einen längeren Zeitraum geeignete Voraussetzungen bietet [532]. 
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Neben der Immunfluoreszenzanalyse des retinalen Endothels im Mikrokanal des HB-flow Systems 

wurde die Genexpression von den Junction Proteinen ZO-1, VE-Cadherin sowie CD31 der im Mikrokanal 

Abbildung 66: Kultivierung von REC im Mikrokanal des HB-flow Systems. Dazu wurden 150 µl eines 4 %igen 
GelMA (8 Äq) Hydrogels mit 40 % Kollagen I bzw. eines 5 %igen GelN/S Hydrogels aus GelN (2 Äq) und GelS (5 
Äq) mit einem Anteil von 40 % bzw. 25 % Kollagen I in die Vertiefung des HB-flow Systems gegeben und durch 
500 mW/cm2 für 30 s vernetzt. Nach dem Entfernen der Kanüle wurde das HB-flow System in RECM über Nacht 
inkubiert. 1*105 REC in 10 µl wurden in den Mikrokanal eingebracht, wobei am darauffolgenden Tag, durch eine 
Drehung um 180 ° an der Horizontalen, die obere Seite des Mikrokanals ebenfalls mit 1*105 REC in 10 µl RECM 
besiedelt werden konnte. Nachdem die Zellen im Mikrokanal adhäriert waren, wurde das HB-flow System wieder 
in Ausgangsposition gebracht. Eine Kultivierung der Endothelzellen erfolgte über 7 Tage, wobei jeden zweiten 
Tag ein Mediumwechsel vorgenommen wurde. Nach Beenden der Kultivierungszeit wurden die Zellen im 
Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min RT) permeabilisiert und die Zellkerne mit 
Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM) visualisiert. Anschließend wurde 
das retinale Endothel konfokalmikroskopisch untersucht. Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die 
Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Anhand der Tiefenfärbung fand eine 2D-
Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Maßstab: 100 µm (A1-B4); 75 µm (C1-D4). Konfokalmikroskop 
Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 450 µm =rot. 
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befindlichen REC analysiert (Abbildung 67). Dafür wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel bzw. ein 

5 %iges GelN/S Hydrogel (2 Äq/ 5 Äq) in die Gerüststruktur des HB-flow Systems eingebracht, mit 

500 mW/cm2 vernetzt und wie zuvor beschrieben mit REC besiedelt. Nach Beenden des 

Kultivierungszeitraums von 5 Tagen wurde die RNA aus den REC mit Hilfe von TRIzol isoliert und in 

cDNA transkribiert. Diese konnte dann für die relative Quantifizierung in der RT-qPCR eingesetzt 

werden. Als Haushaltsgen diente GAPDH, wobei die Quantifizierung in Relation zu dem Wachstum der 

REC auf einem mit 0,1 % Gelatine beschichteten 24-Well erfolgte (=1). Die Ergebnisse wurden mit der 

∆∆Ct -Methode ausgewertet und graphisch dargestellt. 

 

 

 

Die Genexpression der REC im Mikrokanal des HB-flow Systems lag verglichen mit der Kontrolle in einer 

2D-Kultur deutlich höher. Die Genexpression von VE-Cadherin war bei den in GelMA Hydrogelen 

(54,19 ± 0,44) kultivierten REC geringer als bei einer Kultivierung im GelN/S Gerüst (105,66 ± 0,7) und 

insgesamt am stärksten exrimiert. Auch die Genexpression von CD31 war bei den REC in GelN/S 

(39,8 ± 1,4) gegenüber GelMA erhöht (26,05 ± 0,9). Die Genexpression von ZO-1 war insgesamt am 

geringsten, wobei die REC in GelMA (2,4 ± 1,1) eine weniger starke Expression als in GelN/S (8,5 ± 1,4) 

aufwiesen. Schon kleine Änderungen in der Polymerkonzentration und Materialsteifigkeit haben einen 

signifikanten Einfluss auf die Qualität des Endothels [533]. Das langfristige Überleben der Zellen hängt 

von der passiven Diffusion von Sauerstoff und Nährstoffen oder von der Neovaskularisierung ab, da 
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Abbildung 67: Genexpressionsanalyse von ZO-1, VE-Cadherin sowie CD31 in statisch kultivierten REC im 
Mikrokanal des HB-flow Systems. Dafür wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel bzw. ein 5 %iges GelN/S 
Hydrogel (2 Äq/ 5 Äq) in die Gerüststruktur des HB-flow Systems eingebracht, mit 500 mW/cm2 vernetzt und wie 
zuvor mit REC besiedelt. Eine Kultivierung erfolgte über 5 Tage, wobei jeden zweiten Tag ein Mediumwechsel 
vorgenommen wurde. Nach Beenden des Kultivierungszeitraums wurde die RNA der REC mittels TRIzol isoliert 
und in cDNA transkribiert. Diese konnte dann für die relative Quantifizierung in der RT-qPCR mit Hilfe von 
SYBRGreen eingesetzt werden. Als Haushaltsgen diente dabei GAPDH. Die QUsantifizierung der Ergebnisse 
erfolgte in Relation zu dem Wachstum der REC auf einem mit Gelatine (0,1 %) beschichteten 24-Well. Die 
Ergebnisse wurden mit der ∆∆Ct -Methode(n=3) ausgewertet.  
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die passive Diffusion auf etwa 200 µm begrenzt ist. Dadurch ist die Sauerstoff- und Nährstoffdiffusion 

in tiefere Bereiche von technischen Konstrukten begrenzt [534]; [533]. Die Vielseitigkeit der 

Vernetzungschemie ermöglicht die Feinabstimmung der physikalisch-chemischen und mechanischen 

Eigenschaften hergestellter Hydrogele. Gelatine-basierte Hydrogele erlauben sowohl die Bildung von 

Mikrokapillaren als auch die erfolgreiche Biofabrikation von Konstrukten mit komplexen 3D-

Verbindungskanalarchitekturen unter Verwendung einer einzigen Materialplattform [535]; [533]. Wie 

Studien zeigten förderte GelN das Wachstum und die Selbstorganisation von Endothelzellen zu 

Mikrokapillaren und ist zudem mit dem Extrusionsdruck kompatibel [533]; [100]. Zukünftig besteht daher 

die Möglichkeit das HB-flow System vollständig zu drucken. 

 

4.6.5 Einfluss der Mikrofluidik bei der Kultivierung von REC im HB-flow System 

Um den Einfluss der Mikrofluidik auf die Kultivierung der im Mikrokanal befindlichen REC zu 

untersuchen, wurde der besiedelte Mikrokanal des HB-flow Systems mit einer Peristaltikpumpe 

verbunden (Abbildung 68). Diese Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im 

Rahmen seiner Masterarbeit erzielt. Dazu wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel in die 

Gerüststruktur des HB-flow Systems eingebracht und pro Mikrokanalhälfte je 1*105 REC eingebracht. 

Nachdem die REC an der Mikrokanalwand adhäriert waren fand eine mikrofluidische Kultivierung bei 

einer Fließgeschwindigkeit von 0,05 ml/min über 5 Tage statt. Nach Beenden des 

Kultivierungszeitraums wurde eine Genexpressionsanalyse des im Mikrokanal befindlichen Endothels 

durchgeführt und die Genexpression von ZO-1, VE-Cadherin sowie CD31 untersucht. Dazu wurde die 

RNA der REC mit Hilfe von TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Diese konnte dann für die relative 

Quantifizierung in der qPCR eingesetzt und quantifiziert werden. Als Haushaltsgen wurde GAPDH 

eingesetzt, wobei die Quantifizierung in Relation zu dem Wachstum der REC im statisch kultivierten 

HB-flow System mit einem GelMA-Hydrogel als Stützstruktur erfolgte (=1). Die Ergebnisse wurden mit 

der ∆∆Ct -Methode ausgewertet und graphisch dargestellt. Anhand der Genexpressionsanalyse konnte 

gezeigt werden, dass ZO-1 in verglichen mit der statischen Kultivierung der REC im mikrofluidischen 

HB-flow System um das 1,34-fache ± 0,11 hochreguliert war. VE-Cadherin wies eine relative 

Genexpression von 0,715 ± 0,12 auf und CD31 von 0,42 ± 0,23 auf, welche im Vergleich zur statischen 

2D Kultivierung von REC geringer ausfiel. Anhand der Literatur wird deutlich, dass die Implementierung 

eines physiologischen Flusses entscheidend ist für die Barriereeigenschaften, die durch die 

Scherspannung reguliert werden und Veränderungen in der Genexpression sowie der Glykokalyx 

induzieren [170]; [150].  
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Die Literatur beschreibt Ansätze mit unidirektionaler Perfusion über Pumpen und Ventile, die eine 

Steuerung der Flussrate ermöglichen, da der Blutfluss im Gefäßsystem extrem heterogen ist [146]. Ein 

Problem bei der mikrofluidischen Kultivierung des HB-flow Systems bestand in der Eigenschaft der 

Hydrogele, eine große Menge an Wasser aufzunehmen. Bei einem unidirektionalen Fluss sammelte 

sich das Medium im Hydrogel, statt durch den Mikrokanal zu fließen. Daher wurde ein System 

entwickelt, indem ein simultanes Pumpen und Ziehen der Flüssigkeit stattfand. In der Literatur wird 

beschrieben, dass die physiologische Scherbelastung in der Retina, verglichen mit anderen Organen, 

höher ist [536], weshalb die Scherspannung in mikrofluidischen Systemen 0,1 bis 10 Pa umfassen kann 

[146] [124]; [537]. Die Erhöhung der noch geringen Fließgeschwindigkeit von 0,005 ml/min im HB-flow 

System kann zu einer verstärkten Expression der Junction Proteine führen [146]. Andere Studien setzten 

zur mikrofluidischen Kultivierung eines oBRB Modells aus ARPE19 und HUVEC mit 50 µl/h eine noch 

geringere Fließgeschwindigkeit ein [223]. Die Durchblutung der Choriokapillaris jedoch beträgt 

1.400 ml/min*100 g Gewebe im Organismus [188]. 

 

Abbildung 68: Mikrofluidische Kultivierung der REC im Mikrokanal des HB-flow Systems und 
Genexpressionsanalyse des Endothels. Ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel wurde in die Gerüststruktur des HB-
flow Systems eingebracht und der Mikrokanal mit REC besiedelt (B). Anschließend wurde der besiedelte 
Mikrokanal des HB-flow Systems mit einer Persitaltikpumpe verbunden (C). Die mikrofluidische Kultivierung fand 
bei einer Fließgeschwindigkeit von 0,05 ml/min über 5 Tage statt, wobei jeden zweiten Tag ein Mediumwechsel 
vorgenommen wurde. Eine schematische Darstellung des Systemaufbaus ist in A dargestellt. Nach Beenden des 
Kultivierungszeitraums wurde eine Genexpressionsanalyse des im Mikrokanal befindlichen Endothels 
durchgeführt und die Genexpression von ZO-1, VE-Cadherin sowie CD31 untersucht. Dazu wurde die RNA der 
REC mittels TRIzol isoliert und in cDNA transkribiert. Diese konnte dann für die relative Quantifizierung in der RT-
qPCR mittels SYBRGreen eingesetzt werden. Als Haushaltsgen diente dabei GAPDH und wurde in Relation zu dem 
Wachstum auf das statisch kultivierte HB-flow System mit GelMA-Hydrogel betrachtet (=1). Die Ergebnisse 
wurden mit der ∆∆Ct -Methode ausgewertet aus n=3. Maßstab 200 µm bzw.1000 µm. 
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4.6.6 Pluronic F-127 für den 3D Biodruck des Mikrokanals im HB-flow System  

Auch im HB-flow System konnte der 3D Druck Anwendung finden, um einen Hydrokanal zu generieren. 

Dazu wurde eine Opferstruktur gedruckt, die anschließend die Funktion eines Mikrokanals aufwies. 

Diese Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit 

erzielt. Pluronics ® oder Poloxamere sind Triblock-Co-Polymere aus Poly(ethylenoxid)-

Poly(propylenoxid)-Poly(ethylenoxid) (PEO-PPO-PEO), die sich aufgrund ihrer Eigenschaften besonders 

gut dazu eignen [538]. Diese Gruppe synthetischer Polymere ist in wässriger Lösung thermoreversibel. 

Das hydrophile Ethylenoxid und das hydrophobe Propylenoxid geben Pluronics eine amphiphile 

Struktur, weshalb sich in wässriger Lösung selbstständig Mizellen bilden. Dabei ist eine polare, 

wasserlösliche Gruppe an eine unpolare, wasserunlösliche Kohlenwasserstoffkette gebunden ist. Die 

Mizellenbildung ist temperaturabhängig und beeinflusst die Abbaueigenschaften des Biomaterials. Bei 

einer bestimmten charakteristischen Temperatur, die als kritische Mizellentemperatur bekannt ist, 

werden sowohl die Ethylen- als auch die Propylenoxidblöcke hydratisiert und der PPO-Block wird 

löslich [539]. Im Fall des PluronicsF127 ist diese kritische Temperatur bei 4°C gegeben. Die Strukturformel 

von Pluronic F-127 ist in Abbildung 69 dargestellt.  

 

 

 

Um den Mikrokanal im HB-flow System mit Hilfe des 3D Biodruck zu generieren wurde eine 40 %ige 

Pluronic F-127 Stock-Lösung in Wasser angesetzt und bei 4° C über mehrere Tage gelöst. Das gelöste 

Pluronic F-127 konnte dann in eine 10 ml Spritze mit abgestumpfter, konischer 27 G Kanüle gefüllt 

werden. Bei Raumtemperatur weist das Pluronic F-127 eine viskose, gelartige Konsistenz auf, die sich 

gut zum Verdrucken eignet [540]. Daraufhin konnte die Gerüststruktur mit 50 µl 4 %igem GelMA (8 Äq) 

Hydrogel befüllt werden, was etwa der Höhe des Ein-bzw. Ausgangs der Gerüststruktur entsprach. Die 

Vernetzung des Hydrogels fand bei 500 mW/cm2 für 30 s statt. Anschließend wurde mit dem Biospot 

BP Biofluidix 3D-Drucker Pluronic F-127 vom Eingang bis zum Ausgang der Gerüststruktur auf das 

vernetzte GelMA Hydrogel extrudiert (Abbildung 70). Die Opferstruktur aus Pluronic F-127 wurde 

daraufhin mit 100 µl 4 %igem GelMA (8 Äq) Hydrogel überschichtet und vernetzt. Eine Inkubation des 

HB-flow Systems bei 4° C für 10 min führte aufgrund der Temperatur zu einer Verflüssigung des 

Pluronic F-127. Dieses konnte aus dem Hydrogel und dem darin entstandenen Mikrokanal mit Hilfe 

Abbildung 69: Strukturformel von Pluronic F-127. 



  Ergebnisse und Diskussion 

119 
 

von Filterpapier entfernt werden. Nachdem der Mikrokanal mit DPBS-/- gewaschen wurde, wurde das 

HB-flow System über Nacht in RECM inkubiert, um das Adhärieren der Endothelzellen im Mikrokanal 

später zu erleichtern. Im nächsten Schritt wurden 1*105 REC in den Mikrokanal eingebracht. Nachdem 

die Zellen über Nacht an der Mikrokanalwand adhäriert waren, wurde die andere Seite des 

Mikrokanals durch Wenden des HB-flow Systems an seiner Horizontalen um 180 ° mit 1*105 REC 

besiedelt. Nachdem die Zellen bis zur Adhäsion an der Mikrokanalwand inkubiert worden waren, 

wurde das HB-flow System in seine Ausgangsposition gebracht und über einen Zeitraum von 5 Tagen 

kultiviert. Nach Beenden der Kultivierungszeit wurde die Genexpression der im Mikrokanal 

befindlichen REC analysiert. Dazu wurde die RNA der Zellen mit Hilfe von TRIzol isoliert und in cDNA 

transkribiert. Diese konnte dann für die relative Quantifizierung in der RT-qPCR eingesetzt werden. Als 

Haushaltsgen wurde GAPDH eingesetzt und die Quantifizierung der Messwerte erfolgte in Relation zu 

dem Wachstum von 7*104 REC auf einem mit Gelatine (0,1 %) beschichteten 24-Wellboden (=1). Zur 

Auswertung der Ergebnisse wurde die ∆∆Ct -Methode herangezogen und diese anschließend graphisch 

dargestellt. 

 

 

 

Abbildung 70: Pluronic F-127 als Opferstruktur für die Erstellung eines Mikrokanals im HB-flow System mit Hilfe 
des 3D Extrusionsdrucks. Es wurde eine 40 %ige Pluronic F-127 Lösung in Wasser angesetzt und bei 4° C über 
mehrere Tage gelöst. Das gelöste Pluronic F-127 konnte dann in eine 10 ml Spritze mit abgestumpfter, konischer 
27 G Kanüle gefüllt und bei RT auf ein vernetztes 4 %igem GelMA (8 Äq) Hydrogel in der Gerüststruktur des HB-
flow Systems gedruckt. Anschließend wurde die Opferstruktur mit 4 %igem GelMA (8 Äq) Hydrogel 
überschichtet. Nach 10 min Inkubation bei 4° C konnte das Pluronic F-127 entfernt werden. Der entstandene 
Mikrokanal wurde dann mit insgesamt 2*105 REC besiedelt. Eine Kultivierung erfolgte über 5 Tage, wobei jeden 
zweiten Tag ein Mediumwechsel vorgenommen wurde. Nach Kultivierungsende wurde die Genexpression von 
ZO-1, VE-Cadherin sowie CD31 im retinalen Endothel durch eine farbstoffbasierte RT-qPCR Analyse untersucht. 
GAPDH diente als Referenz und es wurde auf die Kontrolle der 2D kultivierten REC normiert (=1). Die 
Genexpression wurde durch die ∆∆Ct -Methode bestimmt mit n=3. Maßstab 1250 µm (A1) bzw 520 µm (A2) bzw 
259 µm (A3). Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
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Anhand der Genexpressionsanalyse wurde deutlich, dass REC im Pluronic F-127 gedruckten Mikrokanal 

ähnlich gut adhärieren und Tight Junction Proteine exprimieren konnten wie im Mikrokanal des HB-

flow Systems mit der Nadelmethode. Im Vergleich zu der 2D Kultivierung von REC in einer 

Zellkulturplatte waren die Expressionen aller Junction Proteine in beiden HB-flow Systemen erhöht. 

Die im herkömmlichen HB-flow System kultivierten REC sowie die im Pluronic-Kanal kultivierten REC 

wiesen beide die gleiche Genexpression von VE-Cadherin auf (54,19 ± 1,7 bzw. 2,32). Die 

Genexpression von CD31 war im Vergleich zum herkömmlich erstellten Mikrokanal (26,05 ± 0,4) bei 

den REC im Pluronic-Kanal (61,8 ± 3,4) erhöht. Auch bei der Genexpression von ZO-1 wurde eine 

Hochregulierung im Pluronic-Kanal (3,2 ± 0,58) gegenüber der Kultivierung im herkömmlichen 

Mikrokanal (2,4 ± 0,41) verzeichnet. Diese Ergebnisse zeigen, dass Pluronic F-127 als Opferstruktur 

keine negativen Auswirkungen auf die Zellviabilität und -adhäsion der anschließend in den Mikrokanal 

des HB-flow Systems eingebrachten REC aufweist. Dies belegt auch die Zulassung durch die Food and 

Drug Administration, die Pluronic als biokompatibles, injizierbares und thermoresponsives Polymer mit 

vielversprechenden biomedizinischen Anwendungen einordnet [538][106]. Pluronic F-127, auch als 

Poloxamer 407 bekannt, wird häufig in der Tissue Engineering eingesetzt, da es als konsistentes 

Produkt im Handel erhältlich ist, einen Sol-Gel-Übergang nahe der physiologischen Temperatur und 

dem pH-Wert hat [539]. Neben seiner Biokompatibilität und biologischen Abbaubarkeit eignet sich 

Pluronic F-127 für den 3D Biodruck ab einem Verhältnis von 20 % v/v in Wasser [527]. Andere Studien 

haben bereits Pluronic F-127 als Opfermaterial zur Erzeugung von vaskularisierten Mikrokanälen in 

GelMA Hydrogelen eingesetzt [527]. Die Verwendung von einem Opfermaterial wie Pluronic F-127 oder 

aber eines Stützmaterials wie PMMA ist bei der Erzeugung komplexer 3D-Hydrogelstrukturen 

unvermeidlich [541]. 

Zudem war es möglich den aus Pluronic F-127 erstellten Mikrokanal mit der Mikrofluidik durch den 

Anschluss einer Peristaltikpumpe mit einer Fließgeschwindigkeit von 0,05 ml/min zu verbinden 

(Abbildung 71). Auch hier war es essentiell das HB-flow System durch simultanes Drücken und Ziehen 

des Mediums mikrofluidisch zu kultivieren, um einen Überdruck im Hydrogel zu vermeiden. Um dies 

zu gewährleisten wurde der aus dem Medienreservoir führende Schlauch in Pumprichtung um die 

Peristaltikpumpe gelegt und dann mit dem Eingang des Mikrokanals im HB-flow System verbunden. 

Das mit dem Ausgang des Mikrokanals verbundene Schlauchende wurde dann entgegen der 

Pumprichtung um die Peristaltikpumpe gelegt und in das Medienreservoir zurückgeführt. Damit 

konnte ein Überdruck im Hydrogel verhindert und ein zielgerichteter Fluss gewährleistet werden, wie 

der ausschließlich im Mikrokanal befindliche blaue Farbstoff demonstriert. 
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Auch in der Literatur sind einige Hydrogel-basierte Organ-on-chip Systeme zu finden, die zur Erzeugung 

mikrofluidischer Kanäle andere Opferstrukturen als Pluronic F-127 verwenden. Studien zeigten, dass 

Gelatine als Opferstruktur in Fibrin- oder Kollagenhydrogelen eingesetzt werden kann und 

Mikrokanäle in einem Durchmesser von 6 µm erstellt werden können und diese mikrofluidischen 

Hydrogele als Gerüststruktur für humane mikrovaskuläre Endothelzellen dienten [131]. In anderen 

Studien wiederum wurden 3D-Filamente aus Kohlenhydratglas für die Erzeugung von Mikrokanälen 

verwendet. Die mit Endothelzellen ausgekleideten Mikrokanäle konnten unter pulsierendem 

Hochdruckfluss durchströmt werden. Dabei konnte die metabolische Funktion von primären 

Hepatozyten der Ratte in den perfundierten Gefäßkanäle aufrechterhalten werden [542]. 

 

4.6.7 Kultivierung von RPE auf dem Hydrogel im HB-flow System 

Nachdem ein geeignetes Hydrogel zum Erstellen des Mikrokanals des HB-flow Systems und zur 

erfolgreichen Kultivierung der REC im Mikrokanal identifiziert wurde, konnte im nächsten Schritt RPE 

auf die Hydrogeloberfläche ausgebracht werden. Die humane immortalisierte RPE-Zelllinie ARPE-19, 

wurden entwickelt, um die Robustheit und Verfügbarkeit von RPE-Zellen zu verbessern. Aufgrund des 

schnellen Wachstums ohne zusätzliche Differenzierung und der guten Adhäsion auf der Oberfläche 

von Substraten wurden für diesen Versuch ARPE-19 Zellen gewählt [268]. Die Ergebnisse wurden in 

enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit erzielt. 

 

Abbildung 71: Perfusion des 3D gedruckten Mikrokanals im HB-flow System mittels Peristaltikpumpe. Eine 
40 %ige Pluronic F-127 Lösung wurde als Opfermaterial im 3D Biodruck eingesetzt. Durch das Verbinden des 
Mikrokanals im HB-flow System mit einer Peristaltikpumpe konnte eine mikrofluidische Durchströmung mit einer 
Fließgeschwindigkeit von 0,05 ml/min realisiert werden.Maßstab 1000 µm. 
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In die Gerüststruktur des HB-flow System wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel in einem Volumen 

von 100 µl eingebracht und mit 500 mW/cm2 für 30 s vernetzt. Anschließend wurde ein Fibrinhydrogel 

aus 5 mg/ml Fibrinogen in einem Volumen von 50 µl auf das vernetzte GelMA Hydrogel gegeben und 

für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach der Vernetzung und Aushärtung der Hydrogele wurde 

die Kanüle aus der Gerüststruktur entfernt, um den Mikrokanal zu generieren. Auf die Oberfläche des 

Fibrinhydrogels wurde in einem Volumen von 200 µl eine Zellzahl von 1*105 ARPE19 Zellen 

ausgebracht die während einer Inkubation von 6 h auf der Oberfläche des Fibrinhydrogels adhärierten. 

Anschließend wurde das HB-flow System in ARPE-M überführt und für 3 Tage kultiviert. Nach Beenden 

des Kultivierungszeitraums wurde das Hydrogel fixiert und mit Hilfe von Immunfluoreszenz analysiert 

(Abbildung 73). Die Zellkerne wurden mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit 

Phalloidin-TRITC (0,1 µM) visualisiert. Anschließend wurde die Adhäsion der ARPE19 Zellen 

konfokalmikroskopisch untersucht. Die Immunfluoreszenzanalyse zeigte, dass die ARPE19 Zellen 

problemlos auf der Fibrinhydrogeloberfläche adhärieren und proliferieren konnten. Dabei bildete sich 

eine homogene ARPE19 Zellschicht über die gesamte Oberfläche des HB-flow Systems, inklusive des 

Mikrokanals. Vielversprechend für die anschließende Rekonstruktion der oBRB war auch die Tatsache, 

dass die Gerüststruktur aus GelMA wie zu erwarten noch vorhanden und intakt war. 

 

Abbildung 72: Schematische Darstellung der Etablierung des RPEs im HB-flow System. In die Gerüststruktur des 
HB-flow System kann ein GelMA/ Kollagen I Hydrogel in einem Volumen von 150 µl eingebracht und anschließend 
ein Fibrinhydrogel darüber positioniert werden. Der Mikrokanal wurde durch eine Kanüle erstellt. Auf die 
Oberfläche des Fibrinhydrogels können RPE Zellen ausgebracht werdn. 
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In der Literatur wurde beschrieben, dass sich für die Kultivierung von RPE-Zellen mehrere Materialien 

als Gerüststruktur eignen, wozu unter anderem natürliche [543] und synthetische Polymere [544] zählen. 

In vitro kultivierte RPE Zellen zeigten positive Ergebnisse bezüglich ihrer Viabilität [545], Ausbildung von 

Tight Junctions [546] sowie der Fähigkeit zur Phagozytose [547] auf natürlichen Polymeren. Studien haben 

bereits die erfolgreiche Kultivierung von ARPE19 Zellen auf einer Fibrinmatrix demonstriert. Dabei 

wurde ein biomimetisches mikrofluidisches Modell der oBRB erstellt, das als wichtiges physiologisches 

Merkmal eine intakte Barrierefunktion aufwies. [145] Diese Angaben korrelieren mit den Ergebnissen 

aus der Kultivierung der ARPE-Zellen im HB-flow System. Fibrinhydrogele eignen sich auch für die 

Kultivierung von ARPE19 Zellen und können bei der Rekonstruktion der oBRB im HB-flow System 

eingesetzt werden. 

 

4.6.8 Ko-Kultivierung von REC und RPE im HB-flow System 

Nach der erfolgreichen Etablierung des retinalen Endothels im Mikrokanal des HB-flow Systems sowie 

des RPEs auf der Hydrogelfläche wurde zur Nachstellung der oBRB eine Ko-Kultur beider Zelltypen im 

HB-Flow System zusammen mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit etabliert. Dazu wurde 

in das HB-flow System 100 µl eines 4 %igen GelMA (8 Äq) Hydrogels mit einem Anteil von 40 % Kollagen 

I als Gerüststruktur eingebracht und durch Licht einer spezifischen Wellenlänge vernetzt. Anschließend 

wurden 60 µl eines Fibrinhydrogels (5 mg/ml) auf das bereits vernetzte Gelatine basierte Hydrogel 

ausgebracht und für 10 min bei RT inkubiert, um eine Polymerisation zu initiieren. Anschließend wurde 

die Fibrinhydrogeloberfläche mit Laminin (1 µg/cm 2) beschichtet. Der Mikrokanal des HB-flow Systems 

wurde mit Hilfe einer zuvor eingebrachten 26 G Kanüle generiert. Bevor 1*105 REC in den Mikrokanal 

Abbildung 73: ARPE19 Zellen im HB-flow System auf einer Hydrogeoberfläche. In die Gerüststruktur des HB-flow 
Systems wurde ein 4 %iges GelMA (8 Äq) Hydrogel in einem Volumen von 100 µl eingebracht und mit 
500 mW/cm2 für 30 s vernetzt. Anschließend wurde ein Fibrinhydrogel aus 5 mg/ml Fibrinogen in einem Volumen 
von 50 µl auf das vernetzte GelMA Hydrogel gegeben und für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Nach der 
Vernetzung und Aushärtung der Hydrogele wurde die Kanüle aus der Gerüststruktur entfernt, um den 
Mikrokanal zu generieren. Auf die Oberfläche des Fibrinhydrogels wurde in einem Volumen von 200 µl eine 
Zellzahl von 1*105 ARPE19 Zellen ausgebracht, die während einer Inkubation von 6 h auf der Oberfläche des 
Fibrinhydrogels adhärierten. Anschließend wurde das HB-flow System in ARPE-M überführt und für 3 Tage 
kultiviert. Nach Beenden des Kultivierungszeitraums wurde das Hydrogel mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert und 
mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert. Die Zellkerne wurden mit Hoechst33342 (2 µg/ml; A2) und das 
Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM; A1) visualisiert. Zudem wurde eine Hellfeldaufnahme erstellt (A4). 
Anschließend wurden die Signale überlagert (A3; A5) und die Adhäsion der ARPE19 Zellen konfokalmikroskopisch 
untersucht. Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5 
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eingebracht wurden, erleichterte eine vorangegangene Inkubation des HB-flow Systems über Nacht in 

ARPE-M die Adhäsion der Endothelzellen. Am darauffolgenden Tag wurde das HB-flow System durch 

eine 180 ° Drehung an der Horizontalen gewendet und die obere Seite des Mikrokanals ebenfalls mit 

1*105 REC besiedelt. Nachdem die Zellen im Mikrokanal vollständig adhäriert waren, wurde das HB-

flow System wieder seine Ausgangsposition gebracht. Auf die Oberfläche des Fibrinhydrogels wurden 

1*105 ARPE19 Zellen ausgebracht und durften für einen Zeitraum von 6 h adhärieren. Anschließend 

wurde das HB-flow System unter statischen Bedingungen über einen Zeitraum von 3 Tagen kultiviert. 

Nach Beenden des Kultivierungszeitraums wurde das HB-flow System mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert 

und mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert. Anschließend folgte eine Visualisierung der 

Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und die des Aktinzytoskeletts mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM). 

Anschließend wurde das retinale Endothel konfokalmikroskopisch untersucht. Anhand von Z-Stack-

Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt, wobei eine 

Tiefenfärbung 3D-Volumen visualisierte. 

 

 

Abbildung 74: oBRB Modell im HB-flow System aus ARPE19 Zellen und REC im Mikrokanal. In das HB-flow System 
wurden 100 µl eines 4 %igen GelMA (8 Äq) Hydrogels mit einem Anteil von 40 % Kollagen I als Gerüststruktur 
eingebracht und mit 500 mW/cm2 für 30 s vernetzt. Anschließend wurden 60 µl eines Fibrinhydrogels (5 mg/ml) 
auf das bereits vernetzte Gelatine basierte Hydrogel ausgebracht, vernetzt (10 min; RT) und mit Laminin 
(1 µg/cm2) beschichtet. Der Mikrokanal des HB-flow Systems wurde mit Hilfe einer zuvor eingebrachten 26 G 
Kanüle generiert. Das HB-flow System wurde in einem 6 Well mit 5 ml ARPE-M über Nacht inkubiert und 
anschließend wurden insgesamt 2*105 REC in den Mikrokanal eingebracht. Die Oberfläche des Fibrinhydrogels 
wurde mit 1*105 ARPE19 Zellen (200 µl; ARPE-M) besiedelt. Anschließend wurde das HB-flow System unter 
statischen Bedingungen über einen Zeitraum von 3 Tagen kultiviert. Nach Beenden des Kultivierungszeitraums 
wurde das HB-flow System mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert und mit Triton-X (0,1 %; 4 min; RT) permeabilisiert. 
Anschließend folgte eine Visualisierung der Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und die des Aktinzytoskeletts 
mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM). Anschließend wurde das retinale Endothel konfokalmikroskopisch untersucht. 
Anhand von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Anhand 
der Tiefenfärbung fand eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Maßstab 200 µm. 
Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala der Tiefenfärbung in 100 µm: blau= 0 µm; rot= 900 µm 

RPE 

REC 
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Anhand der Fluoreszenzfärbung wurde deutlich, dass die ARPE19 Zellen einen konfluenten RPE-

Zelllayer auf der Oberfläche des Fibrinhydrogels ausbilden konnten. Zudem bildeten die im Mikrokanal 

befindlichen REC ein konfluentes Endothel über die gesamte Fläche des Mikrokanals aus. Allerdings 

wurde der Mikrokanal beim Herauslösen der Kanüle an der Oberseite leicht beschädigt, weshalb die 

Zellen nach der Besiedelung aus dem Mikrokanal auswachsen konnten. Eine unerwünschte Zellschicht 

zwischen den beiden Hydrogelen wurde durch die Besiedelungstechnik des HB-flow Systems 

hervorgerufen. Um dies zukünftig zu verhindern besteht eine Möglichkeit darin, das Fibrinhydrogel als 

dünne Beschichtung des GelMA Hydrogels zu verwenden, das sich während der Bildung eines 

konfluenten RPE- Zelllayers abbaut und dieser anschließend auf dem GelMA Hydrogel aufliegt. Eine 

andere Möglichkeit besteht darin, das besiedelte HB-flow System nach der Mikrokanalbesiedelung mit 

Endothelzellen nicht direkt in Medium zu kultivieren, sondern bis zu deren Adhäsion an der 

Mikrokanalwand eine Inkubation ohne Medium vorzuziehen. Hierbei muss allerdings beachtet 

werden, dass die Zellen ausreichend mit Nährstoffen versorgt bleiben. Andere Studien zeigten bereits,, 

dass mikrofluidische Kanäle für verschiedene Matrixzusammensetzungen zugänglich sind, und 

Matrizen auf Kollagen-I-, Fibrin- und Matrigelbasis zusammen mit abstimmbaren, synthetischen 

Hydrogelen erstellt werden können [548]; [146]. Diese vielversprechenden Ergebnisse aus diesem 

Experiment erlauben zukünftig einen Einsatz des HB-flow Systems für die Rekonstruktion der oBRB und 

deren Krankheitsbildern [124]. 

 

4.7 AMD als Krankheitsmodell 

Die altersbedingte Makuladegeneration (AMD) ist eine neurodegenerative Erkrankung der alternden 

Retina, die schätzungsweise weltweit etwa 314 Millionen Menschen betrifft. Die AMD ist in den 

Industrieländern eine der Hauptursachen für Sehverlust und Erblindung bei Menschen über 60 Jahren 

[549][124]. Pathologische Veränderungen des RPEs und der damit verbundene Verlust von 

Photorezeptoren sind Ursache der Erblindung. Obwohl von den beiden existierenden Formen, die 

trockene AMD am häufigsten vorkommt, ist die vaskuläre AMD für den größten Anteil an Sehverlusten 

bei Patient*innen verantwortlich. Es stehen jedoch nur begrenzt Therapiemöglichkeiten zur 

Verfügung, die nur bei einer geringen Anzahl an Betroffenen Wirkung zeigen. Die zukünftige 

umfassende klinische Versorgung hängt von der Identifizierung neuer therapeutischer Ziele und der 

Annahme eines multitherapeutischen Ansatzes ab. Derzeit beruht die einzige Behandlungsmöglichkeit 

auf intravitrealen Injektionen von Anti-VEGF, um die Angiogenese zu hemmen und den Sehverlust zu 

minimieren [550]. In Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl fand die modellhafte Nachbildung einer AMD 

Mikroumgebung in der rekonstruierten oBRB statt. 
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4.7.1 Untersuchung der Viabilität der oBRB unter hypoxischen Bedingungen im 

Transwell durch einen MTT-Nachweis 

Es gibt mehrere Hinweise darauf, dass oxidativer Stress bei der Pathogenese von AMD eine Rolle spielt 

[551]; [234]. Die Retina benötigt zur Aufrechterhaltung der hohen Stoffwechselrate vergleichsweise 

höhere Sauerstoffkonzentrationen, wobei mit steigendem Sauerstoffverbrauch bei 

Entzündungsreaktionen eine größere Anzahl an reaktiven Sauerstoffspezies wie Wasserstoffperoxid 

[234] produziert wird [239]. Entzündung und lokale Hypoxie treten bei der Alterung von Choriokapillaris, 

RPE-Zellen und neuraler Netzhaut auf [236]. Darüber hinaus führt die tägliche Phagozytose der äußeren 

Phororezeptorsegmente zur Erzeugung freier Radikale in den RPE Zellen. Daher sind RPE-Zellen 

langfristig anfällig für oxidativen Stress und die damit einhergehende Dysfunktion der RPE-Zellen trägt 

zur Entwicklung von AMD bei [239]; [552]. Dies führt zu einer Verdickung der Bruch-Membran, wodurch 

die Diffusion von Sauerstoff und Nährstoffen vom Choroid zum RPE eingeschränkt wird und ein 

Zustand der relativen Hypoxie innerhalb der subretinalen Kompartimente entsteht, der zur AMD 

Pathogenese beiträgt [237]. Die Behandlungen von AMD sind im Allgemeinen präventiv [553]. 

Für die Erzeugung oxidativen Stresses wurden in dieser Arbeit Wasserstoffperoxid (H2O2) und 

Cobaltchlorid (CoCl2) eingesetzt. Für die Behandlung der Zellen mit den Chemikalien musste zunächst 

eine geeignete, nicht-letale Konzentration mit Hilfe eines MTT-Toxizitätstest identifiziert werden. 

Diese Ergebnisse wurden in enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit 

erzielt. Um die Toxizität von H2O2 und CoCl2 auf ARPE19, REC sowie HUVECs zu untersuchen, wurden 

diese jeweils in 96-Well-Kultivierungsplatten (3*104 Zellen pro Well) kultiviert, entsprechend 

behandelt und 72 h inkubiert. Als Referenzwerte dienten Lebend- und Totkontrollen, bei denen keine 

Zugabe des zu untersuchenden Stoffes erfolgte. Zur Totkontrolle wurden zunächst Triton-X (1 %) 

zugegeben, bevor die Zugabe von MTT in allen Wells folgte. Nach einer Inkubation von 3 h wurde ein 

Lysispuffer als Stop Lösung zur Homogenisierung des Farbstoffes zu den Probenwells gegeben. Am 

darauffolgenden Tag erfolgte die Absorptionsmessung bei 595 nm, wodurch Rückschlüsse auf die 

Viabilität der Zellen gezogen werden konnte [513].  

 

4.7.1.1 Wasserstoffperoxid 

Die Strukturformel des zur Erzeugung von oxidativem Stress eingesetzte H2O2 ist in Abbildung 75 

dargestellt. Die Zellen wurden mit unterschiedlichen Konzentrationen an H2O2 (0,25 mM, 0,125 mM, 

0,05 mM) behandelt, wobei die Zellviabilität nach der Behandlung in einem Diagramm dargestellt 

wurde. Anhand des MTT-Toxizitättests wurde ersichtlich, dass die ARPE19 Zellen bei einer H2O2 

Behandlung einen LD50-Wert von >0,125 mM (87,3 % ± 0,09) aufweisen. Für die HUVEC und REC konnte 

kein LD50-Wert bestimmt werden, da diese bei allen eingesetzten Konzentrationen eine Viabilität über 

dem kritischen LD50-Wert aufwiesen. Dies zeigt, dass die RPE Zellen besonders sensitiv gegenüber 



  Ergebnisse und Diskussion 

127 
 

oxidativem Stress reagierten. Verglichen mit der Literatur wurden ähnliche Konzentrationen an H2O2 

eingesetzt. iPSC-RPE von AMD Patienten sowie RPE von gesunden Spendern wurde mit verschiedenen 

H2O2 Konzentrationen im Bereich von 0 bis 10 mM für 24 oder 48 h behandelt, um die Einwirkung von 

oxidativem Stress zu untersuchen. [554]  

 

 

 

Der MTT-Toxizitätstest zeigt gegenüber der Behandlung von Zellen mit H2O2 ähnliche Ergebnisse wie 

in der Literatur beschrieben. Dabei wurde anhand von TEER-Messungen deutlich, dass die 

parazelluläre Permeabilität in differenzierten Caco‐2‐Zellen durch H2O2 erhöht wurde, ohne den 

transzellulären und aktiven Transport zu beeinträchtigen. [555] In vitro AMD-Modelle aus ARPE19 Zellen 

wurden in anderen Studien oxidativem Stress in Form von 200 μM H2O2 ausgesetzt. [233] [556] Diese 

angegebene Konzentration liegt in einem ähnlichen Bereich wie die eingesetzte in diesem Experiment. 

Die Anhand der Literatur wurde deutlich, dass sich H2O2 auf Epithelzellen unterschiedlichen Ursprungs 

verschieden auf die epitheliale Barrierefunktion und die Verteilung von Tight Junction Proteinen 

auswirkt. [557]. Für die Erstellung einer AMD-nachempfundenen Mikroumgebung eignet sich für die 

oBRB aus ARPE19 und REC Zellen eine H2O2 Konzentration von 0,125 mM. 

 

Abbildung 75: Strukturformel von Wasserstoffperoxid (H2O2) und die Bestiummung der Toxizität von H2O2 

gegenüber Zellen der oBRB durch einen MTT-Nachweis. Um die Toxizität von H2O2 auf ARPE19, REC sowie HUVEC 
zu untersuchen, wurden diese jeweils in 96-Well-Platten in einer Zellzahl von 3*104 Zellen pro Well kultiviert. Es 
wurden unterschiedliche Konzentrationen an H2O2 (0,25 mM, 0,125 mM, 0,05mM) eingesetzt und 72 h inkubiert. 
Als Referenzwerte dienten Lebend- und Totkontrollen, bei denen keine Zugabe von H2O2 erfolgte. Zur 
Totkontrolle wurden zunächst 1 % Triton-X zugegeben, anschließend folgte die Zugabe von MTT in allen Wells. 
Nach einer Inkubation von 3 h wurde ein Lysispuffer als Stop Lösung zur homogenen Lösung des Farbstoffes zu 
jedem Probenwell gegeben. Am darauffolgenden Tag erfolgte die Absorptionsmessung bei 595 nm, wodurch die 
Viabilität der Zellen vergleichend betrachtet werden konnte. 
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4.7.1.2 Cobaltchlorid 

Eine der am häufigsten verwendeten Chemikalien zur Imitation von hypoxischen Bedingungen ist 

Cobaltchlorid (CoCl2). Hierbei besteht die Möglichkeit Proben über einen großen Zeitraum unter 

normoxischen Bedingungen zu manipulieren und zu analysieren. [558]. Die Strukturformel von CoCl2, 

das zur Erzeugung oxidativen Stresses eingesetzt wurde ist in Abbildung 76 dargestellt. Es wurden 

unterschiedliche Konzentrationen an CoCl2 (1,5 mM, 150 nM, 50 nM) untersucht, wobei die 

Zellviabilität graphisch dargestellt wurde.  

 

 

 

Anhand des MTT-Toxizitätstests wurde ersichtlich, dass der LD50-Wert für CoCl2 bei den ARPE19 Zellen 

>50 nM war. Ausschließlich bei einer Konzentration von 50 nM CoCl2 (75,5 % ± 0,03) wurde der 

kritische LD50-Wert überschritten. Auch die HUVEC der LD50-Wert bei einer CoCl2 Konzentration von 

>50 nM eine vollständige Letalität auf. Ausschließlich bei einer Konzentration von 50 nM CoCl2 (65,2 % 

± 0,09) wurde der kritische LD50-Wert überschritten. Identisch zu den beiden anderen Zelltypen lag der 

LD50-Wert bei REC ebenfalls bei einer CoCl2 Konzentration >50 nM. Ausschließlich bei einer 

Konzentration von 50 nM CoCl2 (79,7 % ± 0,03) wurde der kritische LD50-Wert überschritten. Der MTT-

Toxizitätstest zeigt gegenüber der Behandlung von Zellen mit CoCl2 ähnliche Ergebnisse wie in der 

Literatur beschrieben. In anderen Studien wurden 100 µM CoCl2 zur Simulation hypoxischer 

Bedingungen eingesetzt, um den Einfluss auf die Barrierefunktion von humanen mikrovaskulären 

Endothelzelllinien des Gehirns zu untersuchen. Dabei nahm, übereinstimmend mit früheren Studien, 

Abbildung 76: Strukturformel von Cobaltchlorid (CoCl2) und die Bestiummung der Toxizität von CoCl2 gegenüber 
Zellen der oBRB durch einen MTT-Nachweis. Um die Toxizität von CoCl2 auf ARPE19, REC sowie HUVEC zu 
untersuchen, wurden diese jeweils in 96-Well-Platten in einer Zellzahl von 3*104 Zellen pro Well kultiviert. Es 
wurden unterschiedliche Konzentrationen an CoCl2 (1,5 mM, 150 nM, 50 nM) eingesetzt und 72 h inkubiert. Als 
Referenzwerte dienten Lebend- und Totkontrollen, bei denen keine Zugabe von CoCl2 erfolgte. Zur Totkontrolle 
wurden zunächst 1 % Triton-X zugegeben, anschließend folgte die Zugabe von MTT in allen Wells. Nach einer 
Inkubation von 3 h wurde ein Lysispuffer als Stop Lösung zur homogenen Lösung des Farbstoffes zu jedem 
Probenwell gegeben. Am darauffolgenden Tag erfolgte die Absorptionsmessung bei 595 nm, wodurch die 
Viabilität der Zellen vergleichend betrachtet werden konnte. 
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die Barrierefunktion und -integrität signifikant ab [559]. CoCl2 verringert nach Angaben der Literatur 

bereits nach 24 h die Barrierefunktion von Endothelzellen des Rattenhirns signifikant [560]. Für die 

Erstellung einer AMD-nachempfundenen Mikroumgebung eignet sich für die oBRB aus ARPE19 und 

REC Zellen eine CoCl2 Konzentration von 50 nM. 

 

4.7.2 Analyse der Barriereintegrität unter hypoxischen Bedingungen 

Hauptursache der AMD stellt die Degeneration des RPEs dar und verursacht somit den Verlust der 

Barriereintegrität [561].  

 

4.7.2.1 TEER-Messung zur Bestimmung der Barriereintegrität unter hypoxischen 

Bedingungen 

Da die Barriere Integrität für die physiologischen Aktivitäten der oBRB von entscheidender Bedeutung 

ist wurde eine TEER-Messung unter hypoxischen Bedingungen durchgeführt. Die Ergebnisse wurden 

in enger Zusammenarbeit mit B. Sc. Eric Pohl im Rahmen seiner Masterarbeit erzielt. Dazu wurde eine 

Ko-Kultur aus mESC-Rx-GFP differenziertem RPE und REC in einem Transwelleinsatz einer 24-Well 

Kultivierungsplatte erstellt. Es wurde ein Transwell (0,4 µm Porengröße) auf der Innenseite mit Laminin 

(1 µg/cm2; 1 h) beschichtet und die Unterseite anschließend mit Speed Coating Lösung (0,2 % Gelatine; 

2 min) bei Raumtemperatur. 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen aus der Differenzierung von mESC-Rx-GFP 

wurden an DD11 auf der Innenseite des Transwells ausgebracht und bis DD18 zu RPE differenziert. 

Anschließend wurde das Transwell luftblasenfrei um 180 ° gedreht und in ein RPE-M befülltes 12-Well 

eingebracht. 3*104 REC wurden auf der Unterseite des Transwells in RECM ausgebracht und den Zellen 

die Möglichkeit gegeben über Nacht zu adhärieren. Anschließend wurde das Transwell wieder in seine 

Ausgangsposition gebracht und in eine 24-Well Kultivierungsplatte mit RPE-M überführt. Der 

elektrische Widerstand wurde mit einem EVOM3-Messgerät an DD21 bestimmt. Als Leerwiderstand 

der TEER-Messung diente ein mit Laminin beschichtetes 0,4 µm poröses Transwell gefüllt mit RPE-M 

(Abbildung 77). Es wurden zunächst Messungen im Transwell vor der Behandlung mit H2O2 

durchgeführt und anschließend nach der Behandlung mit 0,125 mM H2O2 (30 min), um die 

Unterschiede in der Barriereintegrität analysieren zu können. Zum Vergleich wurde eine Ko-Kultur 

ebenfalls mit 50 nM CoCl2 (30 min) behandelt. Dazu wurde eine Elektrode in das obere Kompartiment 

und die andere in das Untere eingebracht. Das Messverfahren umfasste die Messung des 

Leerwiderstands (RBLANK) der semipermeablen Membran ohne Zellen und die Messung des 

Widerstands über die Zellschicht auf der semipermeablen Membran (RTOTAL). Der zellspezifische 

Widerstand (RTISSUE) in Ω wurde durch die Differenz von RTOTAL und RBLANK errechnet. Dabei war der 

Widerstand umgekehrt proportional zur effektiven Fläche in cm2 der semipermeablen Membran 

(MAREA). Die TEER-Werte aus dem Produkt von RTISSUE(Ω) und MAREA (cm2) wurden in Ω*cm2 angegeben 
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und graphisch dargestellt [417]. Anhand der TEER-Messung der Ko-Kultur aus mESC-Rx-GFP 

differenziertem RPE und REC vor der Behandlung konnte gezeigt werden, dass der TEER-Wert bei 

99,2 Ω*cm2 ± 11,4 an DD21 lag. Nach der Behandlung mit H2O2 war der TEER Messwert auf 86,7 Ω*cm2 

± 8,5 gesunken. Abgeleitet von dem elektrischen Widerstand veranschaulichte dies, dass die Integrität 

der Barriere bei einer Ko-Kultur von differenzierten RPE und REC, wie in der in vivo oBRB, am größten 

ist und unter hypoxischen Bedingungen sinkt. Ähnliche Ergebnisse erzielte die Behandlung mit CoCl2. 

Vor Behandlung konnte bei der Ko-Kultur an DD21 ein TEER-Wert von 81,9 Ω*cm2 ± 8,1 ermittelt 

werden. Nach der Behandlung lag der Wert nur noch bei 70,8 Ω*cm2 ± 5,01. Sowohl H2O2 als auch CoCl2 

haben einen negativen, aber nicht statistische signifikanten Effekt auf die Barriereintegrität der im 

Transwell etablierten oBRB. Zudem änderte sich die Morphologie der mit H2O2 behandelten Zellen im 

Vergleich zur Kontrolle, indem die hexagonalen Zellen nicht mehr deutlich voneinander abgegrenzt 

waren (Abbildung B). CoCl2 hingegen beeinflusste die Morphologie nicht (Abbildung C). 

 

 

Abbildung 77: Messung des transepithelialen elektrischen Widerstands (TEER) von Zelltypen der oBRB. Zur 
Bestimmung des TEER wurden Transwells mit 0,4 µm Poren auf der Innenseite für 1 h mit Laminin (1 µg/cm2) 
beschichtet. Die Unterseite wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet. Auf die Innenseite des 
Transwells wurden 9,4*104 RPE Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und bis DD18 differenziert. Dann wurden 
auf die Unterseite des Transwells jeweils 3*104 REC in 200 µl REC ausgebracht. Nachdem diese über Nacht 
adhärieren konnten wurde das Transwell wieder in seine Ausgangsposition in eine 24-Well Kultivierungsplatte 
mit RPE-M überführt. Anschließend fand eine Ko-Kultivierung des RPEs und der REC statt, wobei an DD21 der 
TEER bestimmt wurde. Dazu wurde zunächst eine Messung in RPE-M ohne Zellen als Blank vorgenommen. Die 
Kontrolle bestand aus einer Ko-Kultur aus differenziertem RPE und REC (A). Nachdem der TEER der Ko-Kultur an 
DD21 bestimmt wurde, folgte eine Behandlung mit 125 mM H2O2 für 30 min. Anschließend wurde der TEER 
erneut gemessen. Maßstab 25 µm. Lichtmikroskop Leica DM IL LED inverses Mikroskop 
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Verglichen mit der Literatur stimmen die erzielten Ergebnisse der TEER-Messung mit anderen Studien 

überein. Auch andere Studien untersuchten den Einfluss oxidativen Stresses. Dabei konnte anhand 

eines mikrofluidischen oBRB Modells aus ARPE19 Zellen und HUVECs nachgewiesen werden, dass die 

Proliferation der HUVEC behindert wurde, sobald der ARP19 Zelllayer aufgrund der durch CoCl2 

ausgelösten hypoxischen Bedingungen zu brechen begann [223]. Zudem demonstrierten Studien, dass 

die Behandlung mit Wasserstoffperoxid zu einer verringerten Expression der RPE-Marker RPE-65 und 

CRALBP führt. [562]. Eine Behandlung mit Wasserstoffperoxid zur Induktion oxidativen Stresses 

verursachte bei Endothelzellen der Rinderlunge Lücken im Endothel durch die Internalisierung von 

Cadherinen [563]. In ähnlicher Weise wurde die Umlagerung von Occludin und ZO-1 bei HUVEC 

nachgewiesen [564][565]. Die Literatur bestätigt damit, dass oxidativer Stress die RPE-Zellverbindung stört 

und dadurch die Barriereintegrität verringert wird [565]; [560].  

 

4.7.2.2 Permeabilitätsassays mit Dextran zur Bestimmung der Barriereintegrität 

unter hypoxischen Bedingungen 

Zusätzlich zu der TEER-Messung wurde die Barriereintegrität der oBRB im Transwell anhand eines 

Permeabilitätsassays mit Hilfe von Dextran-FITC analysiert. In eine 24-Well Kultivierungsplatte wurden 

Transwelleinsätze mit einer Porengröße von 0,4 µm eingebracht. Diese wurden auf der Innenseite mit 

Laminin (2 µg/cm2; 1 h) und auf der Unterseite für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet. 

Als Kontrolle wurden beschichtete Transwells ohne Zellen verwendet. Auf die Innenseite des 

Transwells wurden 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und bis DD18 zu RPE 

differenziert. Anschließend wurden auf die Unterseite des Transwells 3*104 REC ausgebracht, wie in 

der schematischen Darstellung in Abbildung 78 gezeigt ist. Die parazelluläre Permeabilität in den 

statischen Kulturen der oBRB konnte anhand des, die Barriere passierten, Dextrans auf den REC am 

Wellboden ermittelt werden. Diese REC wurden in einer Zellzahl von 3*104 auf dem Wellboden einer 

24-Well Kultvierungsplatte ausgebracht und über einen Zeitraum von 3 Tagen bis zur Konfluenz 

kultiviert. Eine Ko-Kultur wurde für 30 min mit 0,125 mM H2O2 im Medium inkubiert, wobei das 

Medium anschließend ersetzt wurde. Für den Permeabilitätstest wurde das Kultivierungsmedium mit 

gelöstem 10 kDa Dextran-FITC in einer Konzentration von 20 mg/ml versetzt und in die Innenseite des 

Transwells gegeben. Nach einer Inkubation von 24 h wurde das Dextran-haltige Kultivierungsmedium 

ersetzt, um die Hintergrundfluoreszenz zu mindern. Anschließend wurden das passierte Dextran auf 

den am Wellboden befindlichen Endothelzellen durch die Konfokalmikroskopie visualisiert. Die 

Mikroskopieaufnahmen wurden mit Hilfe der FIJI Software analysiert und so die korrigierte totale 

Zellfluoreszenz (CTCF) ermittelt. Dazu wurde das Produkt aus mittlerer Hintergrundfluoreszenz und 

ausgewählter Fläche, von der integrierten Dichte subtrahiert. Zur Kontrolle wurden zudem REC ohne 
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Dextran-Zugabe sowie Kultivierungsmedium untersucht, um Hintergrundfluoreszenzen 

auszuschließen. Beides konnte als Quelle für Hintergrundsignale ausgeschlossen werden. 

 

 

 

Insgesamt konnte gezeigt werden, dass bei der Kontrolle eine hoher CTCF Wert von 1529803 ± 359 

vorlag während bei dem aus mESC-Rx-GFP differenzierten RPE ein CTCF Wert von 194819 ± 138 

Abbildung 78: Permeabilitätsanalyse von Zellen der oBRB unter hypoxischen Bedingungen mit Hilfe von 
fluoreszenzmarkiertem Dextran. In eine 24-Well Kultivierungsplatte wurden Transwelleinsätze mit einer 
Porengröße von 0,4 µm eingebracht. Diese wurden auf der Innenseite für 1 h mit 2 µg/cm2 Laminin beschichtet. 
Die Unterseite wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet. Für die Kontrolle wurden 
beschichtete Transwells ohne Zellen verwendet. Auf die Innenseite des Transwells wurden 9,4*104 RPE 
Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und bis DD18 differenziert. Dann wurden auf die Unterseite des 
Transwells jeweils 3*104 REC in 200 µl REC ausgebracht. Zur vergleichenden Betrachtung der parazellulären 
Permeabilität in statischen Kulturen der oBRB wurden auf den Wellboden der 24 Well Kultvierungsplatte je 3*104 
REC ausgebracht und über einen Zeitraum von 3 Tagen bis zur Konfluenz kultiviert. Eine Ko-Kultur wurde für 30 
min mit 0,125 mM H2O2 im Medium inkubiert, wobei das Medium anschließend ersetzt wurde. Anschließend 
wurde das Kultivierungsmedium mit gelöstem 10 kDa Dextran-FITC in einer Konzentration von 20 mg/ml versetzt 
und in die Innenseite des Transwells gegeben. Nach einer Inkubation für 24 h wurde das Kultivierungsmedium 
ersetzt, um die Hintergrundfluoreszenz zu mindern und die Endothelzellen auf den Wellböden mittels 
Konfokalmikroskopie analysiert. Die korrigierte totale Zellfluoreszenz (CTCF) wurde anschließend mit Hilfe der 
FIJI Software ermittelt und graphisch dargestellt. Maßstab= 50 µm. Carl Zeiss LSM8000 
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berechnet wurde. Verglichen mit der Kontrolle entsprach dies einer Senkung um 87,27 %. Bei der Ko-

Kultur aus REC und differenziertem RPE ergab sich ein CTCF Wert von 11108 ± 267, was verglichen mit 

der Kontrolle 0,72 % entspricht. Bei dem mit H2O2 behandelten differenzierten RPE wurde ein CTCF 

Wert von 362796 ± 420 ermittelt, was in vergleichender Betrachtung zum unbehandelten RPE einer 

Erhöhung von 86,2 % entspricht und gegenüber der Kontrolle einer Senkung von 76,3 %. Bei der der 

mit H2O2 behandelten Ko-Kultur aus REC und differenziertem RPE wurde ein CTCF Wert von 399658 ± 

31 ermittelt, was in vergleichender Betrachtung zur unbehandelten oBRB Ko-Kultur einer 35,9-fachen 

Steigerung und gegenüber der Kontrolle 23,1 % entspricht. Anhand dieser Werte konnte gezeigt 

werden, dass die Barriereintegrität des RPEs als auch die der Ko-Kultur aus REC und RPE unter 

hypoxischen Bedingungen geringer ist. Diese Ergebnisse können anhand der Literatur belegt werden. 

Andere Studien zeigten, dass H2O2 die Barrierefunktion eines intakten ARPE19-Monolayers zerstört. 

[560]; [566] Die Zugabe von PEDF verhinderte eine erhöhte Permeabilität des RPE-Zelllayers [567]. 

 

5. Fazit 

Im Rahmen dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Kombination verschiedener Methoden aus 

dem Tissue Engineering großes Potential für die Entwicklung retinaler, vaskularisierter Gewebe bietet. 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit bestand in der Entwicklung eines in vitro Modells der äußeren Blut-

Retina-Schranke durch die Kombination neuer Stammzelltechnologien und Hydrogelen. Dafür wurden 

erfolgreich murine embryonale Stammzellen (mESC) zur Differenzierung des RPEs eingesetzt, wobei 

zunächst deren Pluripotenz validiert wurde. Entgegen herkömmlicher Methoden wurde bei der 

Differenzierung von funktionellem RPE die serum-free floating culture of embryoid body-like 

aggregates with quick reaggregation (SFEBq) Methode nach Iwasaki et al. zur Generierung retinaler 

Organoide verwendet. Nach 18 Differenzierungstagen konnte die erfolgreiche Differenzierung der 

mESC zu funktionellem RPE durch Analyse der Viabilität und der Genexpression bestätigt werden. 

Zudem wurde das retinale Endothels durch die verbesserte Adhäsion aufgrund der Identifikation 

geeigneter Proteine der Extrazellulären Matrix (EZM) als Beschichtung etabliert. Durch die erfolgreiche 

Ko- Kultivierung von differenziertem RPE und retinalen Endothelzellen konnte erfolgreich ein 

funktionales Modell der oBRB im Transwell etabliert werden. Die Barriereintegrität der etablierten 

oBRB wurde anhand eines Permeabilitätsassays und dem transepithelialen elektrischen Widerstand 

(TEER) validiert. Um die wichtigen strukturellen, funktionellen, biochemischen und mechanischen 

Merkmale der oBRB vollständig rekonstruieren zu können, wurden Organ-on-chip Systeme für die 

Rekapitulation vaskularisierter in vitro Modelle der oBRB eingesetzt. Mit Hilfe des vasQchips wurde ein 

retinales Endothel erfolgreich im Mikrokanal etabliert und mikrofluidisch kultiviert. Der Einsatz von 

Hydrogelen zur Nachahmung der EZM erlaubte die Nachbildung des Choroids in einem 
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dreidimensionalen, vaskularisierten Mikrokanal im HB-flow System als Organ-on-chip Modell. Die 

Kombination von GelMA als Grundgerüst und einem natürlichen Hydrogel hat erste vielversprechende 

Ergebnisse bei der Ko-Kultivierung von retinalem Endothel im Mikrokanal und RPE auf der 

Hydrogeloberfläche erzielt. Durch oxidativen Stress wurde die Barriereintegrität der oBRB vermindert 

und damit erfolgreich eine AMD-ähnliche Mikroumgebung nachgestellt. Der Einsatz dieser Organ-

Systeme kann zukünftig der Identifikation von Arzneimitteln und der Behandlung von schweren 

retinalen Erkrankungen dienen. 
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6. Material und Methoden 

6.1 Material 

6.1.1  Zellen 

• mESC-Rx-GFP (Sublinie muriner embryonaler Stammzellen, EB5 (129/Ola), in welchen ein GFP 

Knock-in unter dem Rx Promotor stattfand, AES0145 : Rx-GFP K/I EB5, RIKEN) 

Maintance Medium, Gelatine Beschichtung 

• ARPE-19 (huumane Zelllinie des retinalen Pigment Epithels aus den Augen eines 19- jährigen 

Mannes, CRL-2302, ATCC), ab Passage 21 

ARPE-M 

• B129 REC (B129 murine primäre retinale mikrovaskuläre Endothelzellen, B129-7065, PELObiotech 

GmbH, Martinsried, Deutschland)), Passagen 3 bis 8 

RECM, Speed Coating Lösung 

• HUVEC (humane Endothelzellen der Nabelschnur, C-12980, PromoCell GmbH), Passagen 3 bis 8 

EGM2 

 

6.1.2 Chemikalien und Reagenzien 

 
Bezeichnung Hersteller 

Zellkulturzusätze Collagen Type I Rat Tail  
(Nr. ALX-522-435-0100) 

Enzo Life Sciences GmbH 
(Lörrach, Germany) 

 Complete endothelial cell Medium/w 
Kit mit VEGF (PB-M1168)  

PELObiotech GmbH  
(Martinsried, Deutschland) 

 DMEM F-12 (ATCC-30-2006) LGC Standards GmbH  
(Wesel, Deutschland)  

DMEM, Dulbecco’s Modified Eagle 
Medium  
(Nr.41966-029) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 DMEM/F12 Glutamax 

(3133102) 

Gibco® life technologies  

(Carlsbad, USA)  
DPBS -/-, 
Dulbecco’s Phosphate Buffered 
Saline (- / -) 

(Nr.14190-094) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 DPBS +/+, 
Dulbecco’s Phosphate Buffered 
Saline (+ / +)  

(Nr. 14140-091) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 
EGM-2 Endothelial Growth 
SingleQuot Kit Supplement & Growth 
Factors  
(Nr.CC-4176)   

PromoCell GmbH  
(Heidelberg, Deutschland) 

Tabelle 1: Chemikalien und Reagenzien 
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EGM-2, 
Endothelial Cell Growth Medium 2  
(Nr. 22011) 

PromoCell GmbH  
(Heidelberg, Deutschland) 

 
FBS, Fetal Bovine Serum  
(Nr. 10500064) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 Glasgow’s MEM (21710025) Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 HBSS +/+ (24020091) Gibco® life technologies 
(Carlsbad, USA) 

 Knockout Serum Replacement 
(10828028) 

Gibco® life technologies (Carlsbad, 
USA) 

 MEM-alpha (M4526) 

 

Merck  
(Steinheim, Deutschland)  

PanSera 

(P30-2602) 

PAN-Biotech 

(Aidenbach, Deutschland)  
 

Pen/Strep, Penicillin/Streptomycin  
(Nr. 15140122) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 StemPro Accutase Cell Dissociation 
Reagent (A1110501) 

Gibco® life technologies 
(Carlsbad, USA) 

 Trypsin-EDTA, 0,25 %  
(Nr. 25200056) 

Gibco® life technologies  
(Carlsbad, USA) 

Chemikalien 0,2 % Gelatine basierte Speed 
Coating Solution 

PELObiotech GmbH  
(Martinsried, Deutschland) 

 10x DPBS 

(Nr. 14200075) 

Gibco® life technologies  

(Carlsbad, USA) 

 2-Mercaptoethanol 

(Nr. 21985023) 

Thermo Fischer Scientific 

(Carlsbad, USA) 

 5x GoTaq Puffer grün  

(Nr. M7911)  

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 6x Loading Dye 

(Nr. B7021S) 

New England Biolabs GmbH 

(Frankfurt, Deutschland) 

 Agarose 

(Nr. 32-2789P) 

VWR International GmbH 

(Darmstadt, Deutschland) 

 AGN193109 

(Nr. SML2034) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

 AGN193109 

(Nr. SML2034) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Blasticidin S 

(Nr. 15205) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

 Calcein-AM 

(Nr. C3099) 

Thermo Fischer Scientific 

(Waltham, USA) 

 CHIR99021 

(Nr. SML1046) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Chloroform 

(Nr. 288306) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Cobalt(II)-chlorid 

(Nr. 232696-5G) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 
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DMSO, Dimethylsulfoxid  
(Nr. A994.2) 

Carl Roth  
(Karlsruhe, Deutschland) 

 dNTPs (10 mM) 

(N0447S) 

New England Biolabs GmbH 

(Frankfurt, Deutschland) 
 

DowfaxTM 2A1  
(Nr. 119019641107) 

The Dow Chemical Company 
A000080 
(Midland, USA) 

 Dowsil SE1700 

(Nr. 2924404) 

Biesterfeld AG 

(Hamburg, Deutschland) 

 EDTA 

(Nr. 8043.1) 

Carl Roth  
(Karlsruhe, Deutschland) 

 
Ethanol  
(Nr. 20821.330P) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 Ethidiumbromid 

(Nr. 2218.1) 

Carl Roth  

(Karlsruhe, Deutschland) 

 Fibrinogen 

(Nr. F3879-250MG) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Fibronektin 

(Nr. C-4305) 

PromoCell GmbH  

(Heidelberg, Deutschland)  
Gelatine Typ A  
(Nr. G1890)  

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

 
GelMA  Institut für Funktionelle 

Grenzflächen  

(IFG-CB, KIT Karlsruhe)  
 

GelNB Institut für Funktionelle 
Grenzflächen  
(IFG-CB, KIT Karlsruhe)   

GelS Institut für Funktionelle 
Grenzflächen 
(IFG-CB, KIT Karlsruhe)  

 GoTaq Master Mix 

(Nr. A6001) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 GoTaq Polymerase 

(Nr. M7845)  

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 Growth factor reduced Matrigel 

(Nr. 354230) 

Corning Incorporated 

(New York, USA) 

 Isopropanol 

(Nr. 6752.1) 

Carl Roth  

(Karlsruhe, Deutschland) 

 Ladder 100 bp 

(Nr. N3231S) 

New England Biolabs GmbH 

(Frankfurt, Deutschland) 

 Laminin 

(Nr. L2020) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 LAP, 
Lithium phenyl-2,4,6-
trimethylbenzoylphosphinate 
(Nr. 85073-19-4) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 
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 Leukemia inhibitory factor (LIF) 

(Nr. ESG1107) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 L-Glutamin 

(Nr. G7513) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 L-Hydrocortison 

(Nr. H0396) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 L-Taurin 

(Nr. T8691) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 L-Triiodo-Thyronin 

(Nr. T5516)  

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 MES 

(Nr. 4256.3) 

Carl Roth  

(Karlsruhe, Deutschland) 

 Methacrylsäure 

(Nr. 276685-500ML) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 M-MLV Reverse Transkriptase 

(Nr. M3683) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 MTT Assay 

(Nr. G4100) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 N1 Supplements 

(Nr. N6530) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 N2 Supplements 

(Nr. 17502001) 

Gibco® life technologies  

(Carlsbad, USA)  
Natriumhydroxid Plätzchen, NaOH 
(Nr. 6771.1) 

Carl Roth  
(Karlsruhe, Deutschland) 

 Nonessential amino acids 

(Nr. BE13114E) 

Lonza  

(Basel, Schweiz) 

 Nucleasefreies Wasser 

(Nr. P119E) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 Paraformaldehyd (PFA) 

(Nr. 818715) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Pattex Extreme Repair 

(Nr. 813557–62) 

Conrad Electronics SE 

(Hirschau, Deutschland) 

 PCR Tubes 

(Nr. TCS1201) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 

(Feldkirchen, Deutschland) 

 PD0325901 

(Nr. PZ0126) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Pluronic F-127 

(Nr. P2443) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Poly-Hema 

(Nr. P3932)  

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Propidiumiodid 

(Nr. 40016) 

VWR International GmbH 

(Darmstadt, Deutschland) 

 qPCR Platten 

(Nr. HSP9601) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 

(Feldkirchen, Deutschland) 
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 Random Primer 

(Nr. C1181) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 RNAse away 

(Nr. 732-2271) 

VWR International GmbH 

(Darmstadt, Deutschland) 

 RQ1 RNAse free DNAse 

(Nr. M6101) 

Promega GmbH 

(Walldorf, Deutschland) 

 Sodium Pyruvat 

(Nr. P2256) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 SU5402 

(Nr. 2159233) 

PeproTech 

(Hamburg, Deutschland) 

 Thrombin 

(Nr. 10602400001) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Triton™ X-100  
(Nr. T9284-100ML) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

 Triton™ X-100  

(Nr. T9284-100ML) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 TriZOL 

(Nr. 15596018) 

Thermo Fischer Scientific 

(Waltham, USA) 

 Versiegelungsfolie 

(Nr. MSB1001) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 

(Feldkirchen, Deutschland) 

 Vitronektin 

(Nr. 14009) 

Merck  

(Steinheim, Deutschland) 

 Wasserstoffperoxid 

(Nr. H/1800/15) 

Thermo Fischer Scientific 

(Waltham, USA) 

 Y27632 

(Nr. 1293823) 

PeproTech 

(Hamburg, Deutschland) 

Färbereagenzien CasBlockTM  

(Nr. 008120) 

InvitrogenTM, Thermo Fischer 
Scientific 
(Carlsbad, USA) 

 CellTracker GreenTM  

(Nr. C7025) 

Molecular Probes®,life technologies  
(Carlsbad, USA) 

 FcR-Block 

(Nr.130-092-575) 

Miltenyi Biotec B.V. & Co. KG  
(Bergisch-Gladbach, Deutschland) 

 Hoechst 33342,  

bisBenzimide H33342 

Trihydrochloride 

(Nr. B2261) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

 Phalloidin-TRITC  

(Phalloidin–Tetramethylrhodamine B 

isothiocyanate)  

(Nr. P1951) 

Merck 
(Steinheim, Deutschland) 
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6.1.3 Medien und Puffer 

Medium Zusammensetzung 

DMEM 

 

DMEM  
10 % FBS 
1 % Penicillin/Streptomycin 

Einfriermedium  50 % Zellspezifisches Medium 
40 % FBS 
10 % DMSO 

Einfriermedium Stammzellen 90 % Zellspezifisches Medium 
10 % DMSO 

Trypsininhibitor 10 % FBS 
90 % DPBS-/- 

Maintance Medium 
 
 
 
 
Frisch dazu geben 
 
 
 
 
Beschichtung 

DMEM 

15 % PanSera 

1 % Penicillin/Streptomycin 

0,1 mM Nonessential amino acids 

0,1 mM 2 Mercaptoethanol 

 

2000 U/µl LIF 

1 µM PD0325901 

2 mg/µl Blasticidin 

 

0,1 % Gelatine Typ A 

 

RDM 
 
 
 
 
 
 
Frisch dazu geben 

GMEM 

0,1 mM Nonessential amino acids 

1 mM Sodium Pyruvat 

5 % Knockout Serum 

0,1 mM 2 Mercaptoethanol 

 

0,1 µM AGN193109 

 

Final 2 % Matrigel 

RMM2 
 
 
 
 
 
Frisch dazu geben 
 
 
 
Beschichtung 

DMEM/F12 Glutamaxx 

1 % N2 Supplements 

1 % Penicillin/Streptomycin 

10 % PanSera 

 

10 µM Y27632 

3 µM CHIR99021 

5 µM SU5402 

 

1 µg/cm2 Laminin 

 

 

Tabelle 2: Medien und Puffer 
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RPE-M 
 
 
 
 
 
 
Frisch dazu geben 

MEM-alpha 

1 % N1 Supplements 

1 % PanSera 

0,1 mM Nonessential amino acids 

2 mM L-Glutamin 

 

250 mg/l Taurin 

25 µg/l Hydrocortison 

0,013 µg/l Triiodothyronin 

 

ARPE-M DMEM/F12 

1 % Penicillin/Streptomycin 

10 % FCS 

RECM Complete mouse endothelial cell medium kit 
(PB-M1168) 
PELObiotech GmbH (Martinsried, Deutschland) 

EGM2 Endothelial Cell Growth Medium 2 
(C-22011) 
PromoCell GmbH (Heidelberg, Deutschland) 

FACs Puffer  194 ml DPBS 
2 ml P/S (1 %) 
0,149 g EDTA (2 mM) 
4 ml FCS (2 %) 

10x TAE Puffer (pH 8,5) 48,4 g Tris (hydroxymethyl)-Aminomethan 
37,2 g Na2EDTA x 2 H2O 
11,4 ml Essigsäure konz. 
Auf 1 l mit destilliertem Wasser auffüllen 

 

6.1.4 Verbrauchsmaterialien 

Material Hersteller 

3M Transferklebeband  
Typ 9460PC 

AF Adhäsive Formteile GmbH  
(Pfinztal, Deutschland) 

Cryovial 2 ml 
(Nr. 430525) 

Corning®Life Science 
(NY, USA) 

Deckgläser #1,5, 32 mm  

(Nr. CB00320RAC20MNT0) 

Thermo Fischer Scientific 
(Carlsbad, USA) 

Dialyseschläuche 14 kDa 
(Nr. D92527-100FT) 

Merck  
(Steinheim, Deutschland) 

Dosiernadel konisch rot  
(Nr. 501610) 

VIEWEG GmbH 
(Kranzberg, Deutschland) 

Dosiernadel konisch weiß 
(Nr. 501611) 

VIEWEG GmbH 
(Kranzberg, Deutschland) 

Erlenmeyerkolben 250 ml 
(Nr. 214-1132) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Falcon-Röhrchen, 15/ 50 ml 
(Nr. 188271/ 227261) 

Greiner Bio-One GmbH  
(Frickenhausen, Deutschland) 

Tabelle 3: Verbrauchsmaterialien 
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iPore Track-etched membrane, 106 Ionen/cm2  

(1000M50/610N000/R/3)  

it4ip 
(Louvain-la-Neuve, Belgien) 

Kanülen Sterican  
hellblau 23 G (Nr. 4657640) 
braun 26 G (Nr. 4657683) 

B. Braun  
(Melsungen, Deutschland) 

Luer Connector Female 
(Nr. 10825) 

ibidi GmbH 
(Martinsried, Deutschland) 

Luer Connector Male 
(Nr. 10824) 

ibidi GmbH 
(Martinsried, Deutschland) 

Luer Plug Male 
(Nr. 10822) 

ibidi GmbH 
(Martinsried, Deutschland) 

Luer Plugs  
(Nr. 10826) 

ibidi GmbH 
(Martinsried, Deutschland) 

male mini Luer Fluid connector 
(Nr. 10000116) 

microfluidic chip shop GmbH  
(Jena, Deutschland) 

Messpipetten, AR-Glas, 5/ 10 /20 ml 
(Nr. 27076/ 27077/ 27078) 

Brand GmbH  
(Wertheim, Deutschland) 

Nunclon Sphera ULW Mikrotiterplatten 
(Nr. 15227905) 

Thermo Fischer Scientific 
(Waltham, USA) 

Parafilm M, 4 in.*125 ft. Roll 
(Nr. P7793) 

Merck 
(Steinheim, Deutschland) 

Pasteurpipetten, Natron-Kalk-Glas 
(Nr. 747720) 

Brand GmbH  
(Wertheim, Deutschland) 

Pipettenspitzen 0,1-10 μl  
(Nr.4125)  

Corning®Life Science 
(NY, USA) 

Pipettenspitzen 100-1000 μl 
(Nr.4867) 

Corning®Life Science 
(NY, USA) 

Pipettenspitzen 1-200μl 
(Nr. 613-0732) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

PTFE tube 
(Nr. 10000032) 

microfluidic chip shop GmbH  
(Jena, Deutschland) 

Reaktionsgefäße, farblos 1,5/ 2,0 ml 
(Nr. 0030120086/ 0030120094) 

Eppendorf  
(Wesseling, Deutschland) 

Silicon tube  
(Nr. 10000031) 

microfluidic chip shop GmbH  
(Jena, Deutschland) 

Spritzen Inkjet 5/10 ml 
(Nr. 4606108V) 

B. Braun 
(Melsungen, Deutschland) 

Spritzen Omnifix 1 ml 
(Nr. 1617100V) 

B. Braun  
(Melsungen, Deutschland) 

Sterilfilter, 0,2 μm 
(FP 30/0,2) 

Whatman®Schleicher&Schuell 
(Dassel, Deutschland) 

Transwells 0,4 µm PC  
(Nr. 734-1568) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Tygon® Sanitary Silicone Tubing  

(Nr. 3350) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

vasQchip PC Spritzgussblock Hoffner GmbH  
(Waghäusel, Deutschland)  

Zellkultur Multiwellplatte 12 Well, PS, F-Boden, 
Transparent CellstarR 
(Nr. 392-0049) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 
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Zellkultur Multiwellplatte 24 Well, PS, F-Boden, 
Transparent CellstarR 
(Nr. 391-3370) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Zellkultur Multiwellplatte 48 Well, PS, F-Boden, 
Transparent CellstarR 
(Nr. 392-0062) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Zellkultur Multiwellplatte 6 Well, PS, F-Boden, 
Transparent CellstarR 
(Nr. 700-1425) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Zellkultur Multiwellplatte 96 Well, PS, F-Boden, 
Transparent CellstarR 
(Nr. 391-3325) 

VWR International GmbH  
(Darmstadt, Deutschland) 

Zellkulturflasche 75 cm² 
(Nr. 658170) 

Greiner Bio-One GmbH 
(Frickenhausen, Deutschland) 

Zellkulturschalen, PS; 10 cm 
(Nr.664160) 

Greiner Bio-One GmbH  
(Frickenhausen, Deutschland) 

μ-Slide 8 Well, ibiTreat  
(Nr. 80826) 

ibidi GmbH 
(Martinsried, Deutschland) 

 

6.1.5  Verwendete Geräte 

 
Bezeichnung Hersteller 

Zellkultur Absaugpumpe Integra Vacusafe INTEGRA Biosciences GmbH 
(Biebertal, Deutschland)  

CO2-Inkubator, C170 Binder 
(Tuttlingen, Deutschland)  

Mehrkanalpipetten 1-10µL/20-200µL VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Pipetten Eppendorf Research Plus 1-
10μl/ 10-100 μl/ 100-1000 μl 

Eppendorf 
(Wesseling, Deutschland)  

Wärmeschrank UN55 Memmert GmbH + Co. KG 
(Schwabach, Deutschland) 

 Pippetierhilfe accuJet pro 
(Nr. BR26343) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

Zentrifugen Heraeus Laborfuge 400R 
(Nr. 10638422) 

Thermo Fischer Scientific 
(Waltham, USA)  

Megafuge2.0R Sepatech Heraeus  
(Hanau, Deutschland) 

 Microzentrifuge Micro Star 17R 
(Nr. 521-1647P) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Analysewaage LAG214i 
(Nr. 611-2269) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

Weitere Geräte Ätzvorrichtung  Institut für Funktionelle 
Grenzflächen (IFG-CB, KIT Karlsruhe) 

 BD FACSAria Fusion Flow Cytometer BD Bioscience 
(Heidelberg, Deutschland) 

 Biospot BP Biofluidix BioFluidix GmbH 
(Freiburg, Deutschland)  

CFX Connect Real-time PCR System 
(Nr. 1855201) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 
(Feldkirchen, Deutschland) 

Tabelle 4: Geräte 
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 Chemidoc 
(Nr. 12003154) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 
(Feldkirchen, Deutschland) 

 Gelelektrophorese 
(Nr. 730-0220) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 LabDancer 
(Nr. 444-0020) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 Magnetrührer VMS-C7  
(Nr. 442-0664) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Magnetrührer VMS-C7 mit 
Temperaturfühler PT1000 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 Messzylinder 
100 ml (Nr. 612-4403) 
250 ml (Nr. 612-4404) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 Model 200/2.0 Power supply 
(Nr. M1654761) 

Bio-Rad Laboratories GmbH 
(Feldkirchen, Deutschland)  

Mr. FrostyTM Freezing Container,  
(Nr. 5100-0001)  

Thermo Fischer Scientific 
(Waltham, USA) 

 Nanodrop Lite, Mikrovolumen, 
Spektralphotometer  
(Nr. ND-LITE-PR) 

Thermo Fischer Scientific 
(Waltham, USA) 

 
OmniCure S2000-UV-
Punkthärtungssystem 

Excelitas Technologies Corp. 
(Waltham, USA)  

Peristaltik Pumpensystem, Perisys S 
(Nr. A2049000008) 

Cetoni GmbH 
(Korbussen, Deutschland) 

 pH-Meter 
(Nr. 662-2283P) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 SpectraMax iD3 Reader 
(Nr. 735-0391)  

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland) 

 Thermocycler peqSTAR 
(Nr.732-2888) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Thermocycler peqSTAR 
(Nr. 732-2888) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Thermoformanlage  Institut für biologische Grenzflächen 
(IBG), (KIT Karlsruhe) 

 vasQturn Institut für Funktionelle 
Grenzflächen (IFG-CB, KIT Karlsruhe)  

Waage  
(Nr. LPG-2102i) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Wasserbad 
(Nr. 462-0494) 

VWR International GmbH 
(Darmstadt, Deutschland)  

Mikroskop Konfokalmikroskop  
(Leica DMI4000B, ECA TCS SPE) 

Leica Microsystems GmbH  
(Wetzlar, Deutschland) 

 Konfokalmikroskop Carl Zeiss  
(LSM8000) 

Carl Zeiss AG 
(Oberkochen, Deutschland)  

Konfokalmikroskop Stellaris 5 
(8119637) 

Leica Microsystems GmbH  
(Wetzlar, Deutschland)  

Lichtmikroskop  
(Leica DM IL) 

Leica Microsystems GmbH  
(Wetzlar, Deutschland) 
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6.1.6 Primer 

Die Primer wurden in 5’-3’ Orientierung angegeben.  

Name Sequenz 

CD31_MM_for GCTACGTCATTCCTCAGGCTC 

CD31_MM_for GCTACGTCATTCCTCAGGCTC 

CD31_MM_rev TCACCTTGGGCTTGGATACG 

CD31_MM_rev TCACCTTGGGCTTGGATACG 

GAPDH_MM_for AACTCCCACTCTTCCACCTTCGA 

GAPDH_MM_rev CTCTTGCTCAGTGTCCTTGCTG 

Mertk_MM_for ATCAAAGTAATCCCCTCCCCGCC 

Mertk_MM_rev TGCAGACCAGCCAATCTCATTCC 

Mitf_MM_for GATGGACGATGCCCTCTCAC 

Mitf_MM_rev GAAGAAGAGAGGGAGCGGTC  

Nanog _MM_for AGGATGAAGTGCAAGCGGTG 

Nanog_MM_rev AAGTTGGGTTGGTCCAGGTC  

Oct4_MM_for TGGCTTCAGACTTCGCCTTC 

Oct4_MM_rev TGAGGTCCACAGTATGCCATC 

Otx2_MM_for AGCAGCAGAATGGAGGTCAG 

Otx2_MM_rev ATAGACACTGGAGCACTGCTG  

Pax6_for_MM AATCGGAGGGAGTAAGCCAAG 

Pax6_MM_for GGAGGGGGAGAGAACACCAACTCC 

Pax6_MM_rev CTTCTCCATTTGGCCCTTCGATTAG 

Pax6_rev_MM TAGCCAGGTTGCGAAGAACTC  

PECAM_MM_for ATCCAGGTGTGCGAAATGCTC 

PECAM_MM_rev TTGCTGGGTCATTGGAGGTC 

PEDF_MM_for AGAAAGACGACCCTCCAGGATTTTC 

PEDF_MM_rev AGGGGCAGGAAGAAGATGATGC 

RPE56_MM_for ACCCAGTGGGAGAAGATTACTATGC 

RPE65_MM_rev TCCTCTTCTCAGTCATTGCTCGAAC  

VE-Cad2_MM_for TCCATCCGCAAGACCAGTGAC  

VE-Cad2_MM_rev ATCCAGTTCGTTGGCCTCCAC  

ZO-1_MM_for ATCATTCCACGCAGTCTCCAC 

ZO-1_MM_rev GTTCTGGAAGAGTGGGCGTC  

 

6.1.7 Antikörper 

Antikörper Konzentration Anregung Emission 

Primärantikörper 

anti-CRALBP  

mouse monoclonal 

IgG1 

1:100 - - 

Tabelle 5: Primer 

Tabelle 6: Antikörper 
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Abcam  

ab15051 

anti-Mitf  

mouse monoclonal 

IgG1 

Abcam  

ab12039 

1:200 - - 

anti-Nanog  

mouse monoclonal 

IgG1 [NNG-811] 

Abcam  

ab62734 

1:100 - - 

anti-Oct3/4 PE 

mouse monoclonal 

IgG1 Chip-grade 

BD Bioscience  

560186 

20 µl/106 Zellen 

(Durchflusszytometrie) 

496 nm/566 nm  576 nm 

anti-Oct4 

rabbit monoclonal IgG 

Abcam  

ab181557 

1:200 - - 

anti-Otx2 + Otx1 

rabbit polyclonal IgG 

Abcam  

ab21990 

1:200 - - 

anti-Pax6 

mouse monoclonal 

IgG1 

Abcam  

ab78545 

1:50 - - 

anti-PECAM-FITC 

mouse monoclonal 

IgG (WM-59 clone) 

Merck 

F8402-50TST 

1:100 491 nm 516 nm 

anti-RPE65 

mouse monoclonal 

IgG 

Abcam  

ab13826 

1:100 - - 

anti-VE-Cadherin 

rabbit polyclonal IgG 

1:200 - - 
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Abcam  

ab33168 

anti-ZO-1 

mouse monocolnal 

IgG2a 

Santa Cruz 

sc-33725 

1:100 - - 

Isotype Control 

PE mouse IgG1 

556650 

BD Bioscience 

1 µg/106 Zellen 

(Durchflusszytometrie) 

566 nm 576 nm 

Sekundärantikörper 

Alexa Fluor488 

goat anti-rat IgG 

Invitrogen 

A11006 

1:500 495 nm 519 nm 

Alexa Fluor488 

goat anti-mouse IgG 

Invitrogen 

A11001 

1:1000 495 nm 519 nm 

Alexa Fluor488 

donkey anti-rabbit IgG 

Invitrogen 

A21206 

1:500 495 nm 519 nm 

Alexa Fluor568 

goat anti-mouse IgG 

Invitrogen 

A11031 

1:500 597 nm 603 nm  

Alexa Fluor647 

chicken anti-goat IgG 

Invitrogen 

A21469 

1:500 594 nm 633 nm  

 

Alexa Fluor647 

chicken anti-rabbit IgG 

Life Technologies 

A21443 

1:500 594 nm 633 nm  

 

Alexa Fluor647 

goat anti-rat IgG 

Invitrogen 

A21247 

1:500 594 nm 633 nm  
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6.1.8 Mikroskopieeinstellungen 

Mikroskopieeinstellungen Einstellungen und Objektive 

Carl Zeiss LSM8000 HC PL FLUOTAR 10.0×0.30 DRY 
HC PL FLUOTAR 20.0×0.70 DRY 
Resolution: 8 bit 
Format: 1024 × 1024 pixels 
Speed: 400 Hz 
Laser: 405 nm, 488 nm, 532 nm 
Emission: PMT1 (405) 437 nm – 492 nm  
                  PMT2 (488) 500 nm – 550 nm  
                  PMT3 (532) 545 nm – 625 nm  
                  PTM4 (635) 651 nm – 800 nm 

Konfokalmikroskop Leica 
Stellaris 5 

 

ACS APO 10 ×/0.30 DRY 
ACS APO 20 x/0.70 DRY UV 
Resolution: 8 bit 
Format: 1024 × 1024 pixels 
Speed: 400 Hz 
Laser: 405 nm, 488 nm, 532 nm 
Emission: PMT1 (405) 437 nm – 492 nm  
                  PMT2 (488) 500 nm – 550 nm  
                  PMT3 (532) 545 nm – 625 nm  
                  PTM4 (635) 651 nm – 800 nm 

Leica SPE inverses 
Konfokalmikroskop 

HC PL FLUOTAR 10.0×0.30 DRY 
Resolution: 8 bit 
Format: 1024 × 1024 pixels 
Speed: 400 Hz 
Laser: 405 nm, 488 nm, 532 nm 
Emission: PMT1 (405) 437 nm – 492 nm  
                  PMT2 (488) 500 nm – 550 nm  
                  PMT3 (532) 545 nm – 625 nm  
                  PTM4 (635) 651 nm – 800 nm 

Lichtmikroskop Leica DM IL LED 
inverses Mikroskop 

Universal 4 x/0.10 DRY 
Universal 10 x /0.22 DRY 
Universal 20 x/0.40 DRY 
Universal 40 x/0,65 DRY 

 

6.1.9 Software 

• ApE – plasmid editor 

• Bio-Rad CFX Maestro 

• Bio-Rad Image Lab 6.1 

• CETONI Elements Basic Software 

• ChemDRAW Professional 16.0, Cambridge Soft 

• Citavi 6 

• CorelDRAW X4  

• Fiji Image J 1.53r 

• IncuCyte Software, sartorius 

Tabelle 7: Mikroskopieeinstellungen 
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• Leica Application Suite X (LAS X)  

• Microsoft Office 2016 

• Serial Cloner 2.6 

• ZEN (blue edition), Zeiss 

 

6.2 Methoden 

6.2.1 Allgemeine Zellkultur 

Die Kultivierung adhärenter Zellen erfolgte in zellspezifischem Kultivierungsmedium im Inkubator bei 

einer Temperatur von 37°C, einer 5%-igen CO2-Atmosphäre und gesättigter Luftfeuchtigkeit, was als 

Standardbedingung definiert wird. Die Arbeiten wurden unter sterilen Bedingungen durchgeführt. 

 

6.2.1.1 Einfrieren und Auftauen von Zellen  

Zur langfristigen Lagerung wurden die Zellen bei -196° C im Stickstoff aufbewahrt. Die Zellen wurden 

zunächst mit 0,25 % Trypsin-EDTA bei einer Inkubation unter Standardbedingungen für 3 min abgelöst. 

Die Reaktion wurde durch Zugabe von 5 ml Medium gestoppt und die Zellkonzentration mittels 

Neubauerzählkammer bestimmt. Anschließend wurde die Zellsuspension in ein Falcon-Röhrchen 

überführt und bei 180 g für 5 min zentrifugiert. Der Medienüberstand wurde verworfen und das 

Zellpellet in einer Konzentration von 1*106 Zellen/ml resuspendiert. Um eine Kristallisation des 

Mediums zu vermeiden wurde das Medium mit 10 % DMSO versetzt oder ein Zellspezifisches 

Einfriermedium verwendet. Das MM der mESC-Rx-GFP wurde mit 10 % DMSO versetzt. Die 

Zellsuspension wurde in ein Cryovial überführt und für mindestens 90 min in einer Cryobox bei -80° C 

eingefroren bevor die Zellen in den Stickstoff überführt wurden. Beim Auftauen der Zellen wurde die 

Passage der Zellen um eins erhöht. Das Cryovial wurde nach einer Desinfektion mit Ethanol unter der 

Sterilbank kurz geöffnet. Anschließend wurden die Zellen bei 37° C aufgetaut und in ein Falcon-

Röhrchen mit 9 ml Medium überführt. Die Zellen wurden bei 180 g für 5 min abzentrifugiert, der 

Überstand verworfen und das Zellpellet anschließend in zellspezifischem Medium resuspendiert. Die 

Zellsuspension wurde dann in eine T25 Kultivierungsflasche mit 5 ml Medium überführt.   

 

6.2.1.2 Kultivierung von adhärenten Zellen   

mESC-Rx-GFP Kultivierung 

Die mESC-Rx-GFP wurden wie beschrieben aufgetaut. Eine T25 Kultivierungsflasche wurde mit 5 ml 

einer 0,1 %igen Gelatinelösung für 30 min bei RT beschichtet. Die Gelatine Typ A wurde als 10 %ige 

Stammlösung mit destilliertem Wasser angesetzt, anschließend autoklaviert und als 1 ml Aliquot bei 

– 20° C gelagert. Nach dem Abnehmen der Beschichtungslösung wurde die Kultivierungsflasche mit 

5 ml DPBS -/- gewaschen. Anschließend wurden 5 ml MM, versetzt mit 2000 U/µl LIF, 1 µM PD0325901 
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sowie 0,02 mg/µl Blasticidin, in die Kultivierungsflasche gegeben. Die mESC wurden zunächst mit 5 ml 

DPBS -/- gewaschen und anschließend bei 37 °C für 3 min mit 500 µl 0,25 % Trypsin/ EDTA abgelöst. Die 

abgelösten Zellen wurden in 4,5 ml Maintance Medium (MM) aufgenommen, in ein 

Zentrifugationsröhrchen überführt und bei 180 g für 5 min abzentrifugiert. Das Pellet wurde in 5 ml 

MM resuspendiert und die Zellkonzentration mit Hilfe einer Neubauerzählkammer bestimmt. 4,2*105 

Zellen wurden für eine Routine im 2 Tages Rhythmus ausgesät und 1,5*105 Zellen für einen 3 Tages 

Rhythmus.  

 

B129 REC 

Eine T25 Kultivierungsflasche wurde mit 2 ml einer Gelatine-based speed coating solution für 2 min bei 

RT beschichtet. Die Coating-Lösung wurde abgenommen und 5 ml RECM in die T25 

Kultivierungsflasche gegeben. Die Zellen werden wie beschrieben aufgetaut und bis zu einer 90 %igen 

Konfluenz unter Standardbedingungen bei 37° C und 5 % CO2kultiviert. Zum Ablösen der Zellen wurde 

das Medium abgenommen, die Zellen mit 5 ml Dulbecco´s Phosphate Buffered Saline (DPBS-/-) 

gewaschen und anschließend mit 500 µl 0,25 % Trypsin-EDTA bei 37° C für 3 min von der Oberfläche 

abgelöst. Zum Stoppen der Reaktion wurden 4,5 ml RECM hinzugegeben und die Zellkonzentration mit 

Hilfe einer Neubauerzählkammer bestimmt. Die Zellsuspensiion wurde in ein Falcon-Röhrchen 

überführt und bei 180 g für 5 min abzentrifugiert. Das Pellet wurde in 1 ml RECM resuspendiert und 

eine Zellzahl von mindestens 8*105 REC in die zuvor beschichtete T25 Flasche gegeben. Ein Mediums 

Wechsel wurde jeden zweiten bzw. dritten Tag durchgeführt.  

 

HUVEC 

Die Kultivierung der HUVECs erfolgte ähnlich der Kultivierung von B129 REC. Für die Kultivierung von 

HUVECs wurde allerdings keine Beschichtung der Kultivierungsflasche benötigt. Als 

Kultivierungsmedium wurde EGM2 Medium mit 1 % Pen/Strep verwendet. Die Zentrifugation fand bei 

210 g für 2 min statt. 

 

ARPE19 

Die Kultivierung der ARPE19 erfolgte ab Passage 21 wie bei den B129 REC beschrieben. Für die 

Kultivierung von ARPE19 wurde keine Beschichtung der Kultivierungsflasche benötigt. Als 

Kultivierungsmedium wurde ARPE-M verwendet, das DMEM/F12 mit 10 % FCS und 1 % Pen/Strep 

entspricht. Die Zentrifugation fand bei 180 g für 5 min statt. Um die charakteristische Morphologie und 

die Ausbildung von Tight Junctions zu erhalten war eine Kultivierungsdauer von mindestens 4 Wochen 

notwendig. Für eine Subkultivierung wurde ein Verhältnis von 1:3 angewandt. 
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6.2.1.3 Beschichtung von Kultivierungsmaterialien zur REC Kultivierung 

Es wurden unterschiedliche EZM-Protein zur Beschichtung eingesetzt. In einer 24 well-Platte wurde 

PC-Membran mit doppelseitigem Klebeband eingebracht. Die Wells wurden mit 300 µl Gelatine -

basierter Speed coating Lösung, 0,1 % Gelatine, 0,1 mg/ml Kollagen I, 2 µg/cm2 Laminin, 2 µg/cm2 

Fibronektin oder 1 µg/cm2 Vitronektin für 1 h unter Standardbedingungen inkubiert. Anschließend 

wurde die Beschichtung abgenommen und die Wells mit DPBS-/- gewaschen bevor 300 µl RECM mit 

3*104 REC pro Well eingebracht wurden. Als positiv Kontrolle dient ein Well ohne PC-Membran und 

als negativ Kontrolle die PC-Membran ohne Beschichtung. Es werden jeweils Triplikate erstellt.  

 

6.2.1.4 Wachstumskurven von REC und HUVEC 

Eine 24-Well Kultivierungsplatte wurde für 2 min mit 300 µl Speed Coating Lösung bei RT beschichtet. 

Danach wurde die Beschichtung abgenommen und jeweils 7*104 REC pro ml RECM in jedes Well 

ausgebracht. Die Kultivierung fand mit je 1 ml Medium in Triplikaten statt. Als Positivkontrolle diente 

1 ml RECM und als Negativkontrolle 1 ml DMEM pro Well. Weitere eingesetzte Medien waren RMM2 

in der Zusammensetzung von DD11 der RPE Differenzierung und RPE-M in der Zusammensetzung von 

DD15 der RPE Differenzierung. Für eine mögliche Ko-Kultivierung der HUVEC mit den ARPE-19 Zellen 

wurden diese zusätzlich in ARPE-M kultiviert wurden. In eine unbeschichtete 24-Well, 

Kultivierungsplatte wurden zudem jeweils 7*104 HUVEC pro ml RECM in jedes Well ausgebracht. Die 

Kultivierung fand mit je 1 ml Medium in Triplikaten statt. Als Positivkontrolle diente 1 ml EGM2 und 

als Negativkontrolle 1 ml DMEM pro Well. Weitere eingesetzte Medien waren RMM2 in der 

Zusammensetzung von DD11 der RPE Differenzierung, RPE-M in der Zusammensetzung von DD15 der 

RPE Differenzierung sowie ARPE-M. An den Kultivierungstagen 1, 3 und 7 wurde zunächst das Medium 

von den Endothelzellen abgenommen. Es folgte ein Waschschritt durch 1 ml DPBS-/-. Durch Inkubation 

mit jeweils 500 µl 0,25 % Trypsin-EDTA für 3 min unter Standardbedingungen wurden die Zellen 

abgelöst. Die Zellkonzentration wurde mittels Neubauerzählkammer bestimmt.  

 

6.2.2 RPE-Differenzierung aus mESC-Rx-GFP 

Retinale Induktion 

Für die retinale Induktion der mESC wurde eine abgewandelte Variante der Serum-free floating culture 

of embryoid body-like aggregates with quick aggregation (SFEBq) Methode von Iwasaki et al 2016 [42] 

verwendet. mESC-Rx-GFP wurden wie beschrieben mit Trypsin von der Kultivierungsflasche abgelöst 

und die Zellkonzentration mittels Neubauerzählkammer bestimmt. In eine 96 Well Nunclon Sphera-

Treated, U-Shaped-Bottom Kultivierungsplatte (Art. Nr. 174925) wurden pro Well 3000 mESC-Rx-GFP 

in 100 µl Retinalem Differenzierungsmedium (RDM) mit 0,1 µM AGN193109 eingefügt. An 
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Differenzierungstag 1 (DD1) wurde in jedes Well eine finale Konzentration von 2 % Matrigel zu dem 

Gesamtvolumen von 120 µl zugegeben.  

 

Adhärente Zellkultur 

Eine 12 Well Kultivierungsplatte wurde für 2 h bei 37° C mit 1 µg/cm2 Laminin in DPBS +/+ inkubiert. 

Nach dem Entfernen der Beschichtungslösung folgte ein Waschschritt mit 1 ml DPBS +/+. Anschließend 

wurde Retinales Maturation Medium 2 (RMM2) mit 10 µM Y27632, 3 µM CHIR99021 und 5 µM SU5402 

versetzt und 3 ml pro Well eingefügt. An DD7 wurden die GFP-positiven Organoide mit einer 

abgeschnittenen gelben Pipettenspitze in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt und RMM2 bis zu einem 

finalen Volumen von 1 ml zugegeben. Durch das einmalige Aufziehen der Organoidsuspension mit 

einer 23 G Kanüle und anschließend mit einer 26 G Kanüle wurden die Organoide aufgebrochen. Die 

Organoidsuspension wurde in einem Zentrifugationsröhrchen überführt und zwei Mal bei 180 g für je 

2 min abzentrifugiert. Das Pellet wurde in 1 ml RMM2 resuspendiert und je 500 µl in ein 12 Well 

eingebracht. An DD8 konnte optional ein Mediumwechsel vorgenommen werden. 

 

Reinigung der adhärenten Zellkultur 

Eine gewünschte Kultivierungsoberfläche wurde für 2 h bei 37° C mit 1 µg/cm2 Laminin in DPBS +/+ 

inkubiert. Nach dem Entfernen der Beschichtungslösung folgte ein Waschschritt mit 1 ml DPBS +/+. 

Anschließend wurde RMM2 mit 10 µM Y27632, 3 µM CHIR99021 und 5 µM SU5402 eingefügt. An DD11 

wurde das Medium abgenommen und die Kolonien mit 2 ml DPBS -/- gewaschen. Anschließend folgte 

eine Inkubation mit 500 µl Accutase für 5 min unter Standardbedingungen. Zum Stoppen der Reaktion 

wurden 2 ml RMM2 hinzugegeben und die abgelösten Zellen mit Hilfe einer Pipette entfernt. Es folgte 

ein erneuter Waschschritt mit 1 ml DPBS -/-. Die restlichen Zellen wurden dann für 2 min mit 500 µl 

Trypsin unter Standardbedingungen inkubiert. Zum Stoppen der Reaktion wurde 1 ml RMM2 

hinzugegeben und die Zellzahl mittels Neubauerzählkammer bestimmt. Die Zellsuspension wurde bei 

180 g für 5 min abzentrifugiert und das Pellet in RMM2 mit 10 µM Y27632, 3 µM CHIR99021 und 5 µM 

SU5402 resuspendiert. 1*106 Zellen wurden für eine Fläche von 3,5 cm2 benötigt.  

 

RPE Zellreifung 

An DD13 wurde das Medium durch RMM2 versetzt mit 3 µM CHIR99021 und 5 µM SU5402 ersetzt. Ab 

DD15 wurden die Zellen in Retinalen Pigment Epithel Medium (RPE-M) versetzt mit 250 mg/l Taurin, 

20 µg/l Hydrocortison sowie 0,013 µg/l Triiodo-thyronin kultiviert. Ein Medienwechsel wurde jeden 

zweiten Tag vorgenommen. Das Passagieren des RPEs war ohne Verlust der charakteristischen 

Eigenschaften nicht mehr möglich, weshalb der finite Kultivierungsort an DD11 bestimmt werden 

musste. 
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6.2.2.1 Beschichtungen für die Organoidbildung von mESC-Rx-GFP 

Für die Organoidbildung der mESC-Rx-GFP wurden unterschiedliche Kultivierungsmaterialien 

untersucht.  

 

Poly-Hema 

Poly(2-hydroxyethylmethacrylat) (Poly-Hema) ist dafür bekannt, die Zelladhäsion und -ausbreitung zu 

verhindern (Lombello et al. 2000). Es wurde eine 10-fache Stammlösung hergestellt. Dazu wurden 2,4 g 

Poly-Hema in 20 ml 95 %igem Ethanol bei 55° C über Nacht gelöst. Für eine 1,2 %ige Arbeitslösung 

wurde der Stock 1:10 mit 95 %igem Ethanol verdünnt. Pro 96 Well wurden 100 µl der Beschichtung 

eingefügt und über Nacht abgedampft. Dieser Vorgang wurde wiederholt durchgeführt bis das Ethanol 

vollständig verdampft war. Anschließend konnte die Platte verwendet oder bei 4° C gelagert werden. 

 

Agarose 

1,5 % Agarose wurde in Wasser durch Erhitzen gelöst. Anschließend wurden 100 µl der gelösten 

Agarose pro 96 Well eingefügt und bei RT für 30 min ausgehärtet. Anschließend konnten die Platten 

verwendet oder bei 4° C gelagert werden. 

 

6.2.2.2 Vermessung des Neuroektoderms 

An DD7 wurden die GFP-positiven Organoide aus mESC-Rx-GFP mittels Auflichtmikroskopie visualisiert. 

Anschließend wurde bei 16 Organoide mit Hilfe der LasX Software das Neuroektoderm an jeweils 5 

Stellen vermessen und die Ergebnisse graphisch in einem Boxplot dargestellt. 

 

6.2.2.3 Lebend-/Tot-Nachweis 

Für den Lebend/Tot Nachweis von mESC-Rx-GFP Organoiden wurden mESC-Rx-GFP wie beschrieben 

bis DD7 differenziert und anschließend in ein µ-Slide überführt. Als Negativkontrolle dienten DD2 

Organoide. Es folgte eine Inkubation von 30 min unter Standardbedingungen in 200 µl MM mit 

20 µg/ml Propidiumiodid und 4 µg/ml Calcein. Nach dem Entfernen der Färbelösung folgte ein 

Waschschritt mit DPBS -/-. Für die mikroskopische Visualisierung wurde das MM ersetzt.  

Für den Lebend/Tot Nachweis von RPE wurde dieses wie beschrieben aus mESC-Rx-GFP bis DD18 in 

einer 96-Well Kultivierungsplatte differenziert. Es folgte eine Inkubation von 30 min unter 

Standardbedingungen in 100 µl RPE-M mit 20 µg/ml Propidiumiodid und 4 µg/ml Calcein. Nach dem 

Entfernen der Färbelösung folgte ein Waschschritt mit DPBS -/-. Für die mikroskopische Visualisierung 

wurde das RPE-M ersetzt.  
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6.2.3 Ko-Kultivierung von REC und RPE im Transwell 

Für die Ko-Kultivierung von REC und dem aus mESC-Rx-GFP differenziertem RPE wurde ein Transwell 

mit einer Porengröße von 0,4 µm verwendet. Die Innenseite wurde mit 1 µg/cm2 Laminin in DPBS +/+ 

für 1 h unter Standardbedingungen inkubiert. Die Unterseite wurde mit 700 µl Speed Coating Lösung 

für 2 min bei RT inkubiert. Zunächst wurden 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen an DD11 in die Innenseite des 

Transwells eingebracht und bis DD18 differenziert. Anschließend wurde das Transwell in eine 6 Well 

Kultivierungsplatte mit 5 ml RPE-M überführt und Luftblasenfrei gewendet, sodass die Innenseite nach 

unten zeigte. Auf die jetzt obenliegende Seite des Transwells wurden 200 µl RECM mit 3*104 REC 

aufgebracht. Es folgte eine Inkubation unter Standardbedingungen über Nacht, damit die 

Endothelzellen adhärieren konnten. Anschließend wurde das Transwell zurück in eine 24 Well 

Kultivierungsplatte in korrekter Orientierung überführt. In das unter Kompartiment wurden 500 µl 

RPE-M eingefügt und in die Innenseite des Transwells 200 µl RPE-M. Jeden zweiten bzw. dritten Tag 

wurde das Medium gewechselt. 

 

6.2.3.1 Bestimmung der Barriereintegrität mit Hilfe von TEER-Messungen 

Für die TEER- Messung wurden Transwells mit einer Porengröße von 0,4 µm verwendet. Die Innenseite 

wurde mit 1 µg/cm2 Laminin in DPBS +/+ für 1 h unter Standardbedingungen inkubiert. Die Unterseite 

wurde mit 700 µl Speed Coating Lösung für 2 min bei RT inkubiert. Ein Transwell ohne Zellen mit 700 µl 

RPE-M im unteren Kompartiment und 300 µl RPE-M in der Transwellinnensiete diente als Blank. Als 

erste Probe wurden 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen an DD11 in die Innenseite des Transwells eingebracht 

und bis DD18 differenziert. An DD18 wurden für die Ko-Kultur 3*104 REC auf der Unterseite des 

Transwells in RPE-M eingebracht. Als zweite Probe wurden 9,4*104 RPE-Vorläuferzellen an DD11 in die 

Innenseite des Transwells eingebracht und bis DD18 differenziert. Als dritte Probe wurden 3*104 REC 

auf der Innenseite des Transwells in 300 µl RPE-M eingebracht. Zudem wurden 3*104 REC in 500 µl als 

Kontrolle auf dem Well-Boden der Kultivierungsplatte ausgesät. Die TEER-Messung wurde mit dem 

EVOM3 Gerät von WPI durchgeführt. Dabei wurde die Range auf 10000 Ω eingestellt. Die Elektrode 

wurde zunächst mit Domestos chloriert. Vor dem Einsatz wurde die Elektrode erst in Ethanol 

desinfiziert und anschließend in destilliertem Wasser gewaschen. Zunächst wurde der Blank im 

Transwell ohne Zellen gemessen. Dabei war darauf zu achten, dass die Elektroden keinen Kontakt zu 

den Kultivierungsmaterialien hatten und vollständig mit Medium bedeckt waren. Anschließend 

konnten die Proben gemessen auf die gleiche Weise in Relation gemessen werden. Jeden zweiten Tag 

wurde das Medium gewechselt, wobei vor jeder Messung das Medium für mindestens 30 min unter 

Standardbedingungen äquilibriert werden musste. 
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6.2.3.2 Bestimmung der Permeabilität mit Hilfe von Dextran-FITC 

In eine 24-Well Kultivierungsplatte wurden Transwelleinsätze mit einer Porengröße von 0,4 µm 

eingebracht. Diese wurden auf der Innenseite für 1 h unter Standardbedingungen mit 2 µg/cm2 

Laminin beschichtet. Die Unterseite wurde für 2 Minuten mit Speed Coating Lösung beschichtet. Für 

die Kontrolle wurden beschichtete Transwells ohne Zellen verwendet. Auf die Innenseite des 

Transwells wurden 9,4*104 RPE Vorläuferzellen von DD11 ausgebracht und bis DD18 differenziert. Auf 

die Unterseite des Transwells jeweils 3*104 REC in 200 µl REC ausgebracht. Auf den Wellboden der 24 

Well Kultvierungsplatte wurden je 3*104 REC zur vergleichenden Betrachtung ausgebracht und über 

einen Zeitraum von 3 Tagen bis zur Konfluenz kultiviert. Eine mögliche Behandlung der Zellen fand vor 

der Zugabe von Dextran statt. 10 kDa Dextran-FITC in einer Konzentration von 20 mg/ml wurde in RPE-

M gelöst und 200 µl in die Innenseite des Transwells gegeben. Nach einer Inkubation für 24 h unter 

Standardbedingungen wurde das Kultivierungsmedium für die konfokalmikroskopische Analyse 

ersetzt. Die korrigierte totale Zellfluoreszenz (CTCF) wurde mit Hilfe der FIJI Software ermittelt und das 

Produkt aus mittlerer Hintergrundfluoreszenz und ausgewählter Fläche von der integrierten Dichte 

subtrahiert.  

 

6.2.4 Isolierung des RPEs aus dem Mausauge für die RNA Extraktion 

Die Augen wurden den euthanasierten Mäusen (C57BL/6J) mit Hilfe einer Pinzette entnommen. Pro 

Ansatz wurde das RPE von 4 Mausaugen verwendet. Zunächst wurde das entnommene Auge kurz in 

75 %igem Ethanol desinfiziert und in einer 6 Well Kultivierungsplatte mit 3 ml HBSS-H- auf Eis gelagert. 

Das HBSS-H Medium setzt sich aus HBSS ohne Calcium/ohne Magnesium, 10 mM HEPES sowie 1 % P/S 

zusammen [266]. Alle Arbeiten wurden auf Eis durchgeführt. Zunächst wurde das konnektive Gewebe 

unter einem Binokular mit Hilfe einer Schere entfernt. Dann wurde entlang des Hornhautlimbus (Pfeil) 

geschnitten, um die Hornhaut vom Rest des Auges zu trennen und die Linse zu entfernen. Dann folgte 

ein Schnitt senkrecht des Hornhautlimbus zum Sehnerv. Dadurch konnte die neuronale Retina von dem 

RPE-Choroid-Sklera Komplex gelöst werden. Anschließend wurde das pigmentierte RPE sanft mit Hilfe 

eines Skalpells vom Choroid getrennt und in ein Reaktionsgefäß mit 400 µl TRIzol überführt. Dies 

konnte bei -20° C bis zur weiteren Verwendung gelagert werden. 
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6.2.5 Quantitative RT-PCR zur Bestimmung der Genexpression 

RNA Isolation durch TRIzol  

Das Medium wurde von den Zellen (105 bis 107 Zellen) abgenommen und 400 µl TRIzol zu der Probe 

gegeben. Zur vollständigen Lyse wurde die Probe durch Pipettieren homogenisiert und in ein 

Reaktionsgefäß überführt. Es folgte eine Inkubation bei RT folgte über 5 min. 0,2 ml Chloroform 

wurden pro ml TRIzol zu der Probe gefügt. Die Proben wurden für 15 s gemischt und anschließend für 

15 min bei 12000 g und 4° C zentrifugiert. Die obere farblose Phase wurde vorsichtig in ein neues 

Reaktionsgefäß überführt. Pro ml verwendetem TRIzol wurden 0,5 ml Isopropanol hinzugegeben und 

für 10 min bei RT inkubiert. Es folgte eine Zentrifugation für 10 min bei 12000 g und 4° C. Der Überstand 

wurde verworfen und das RNA-Pellet in 1 ml 75 %igem Ethanol pro verwendetem ml TRIzol 

resuspendiert. Nachdem die Probe gevortext wurde folgte eine Zentrifugation für 5 min bei 75000 g 

und 4° C. Der Überstand wurde abgenommen und die RNA für 10 min an der Luft getrocknet. Das RNA-

Pellet wurde in 50 µl RNAse-freiem Wasser resuspendiert und bei 60° C für 15 min inkubiert. Der RNA-

Gehalt wurde mit Hilfe der Nanodrop-Messung bestimmt. Bis zur Verwendung wurde die RNA bei -

80°C gelagert. 

 

DNA-Verdau 

1 µg der jeweiligen RNA wurde mit 1 µl RQ1 RNA-free DNAse und 1 µl RQ1 RNAse-free DNAse 10x 

Reaktionspuffer gemischt und mit nucleasefreiem Wasser auf ein Endvolumen von 10 µl gebracht. 

Abbildung 79: Isolation des RPEs aus einem Mausauge. Zuerst wurde das Auge mit Hilfe einer Pinzette 
entnommen (A). Anschließend wurde entlang des Hornhautlimbus geschnitten, um die Linse zu entfernen (B). 
Ein senkrechter Schnitt zum Sehnerv diente dem Entfernen der neuronalen Retina (C). Das RPE wurde in ein 
Reaktionsgefäß mit TRIzol überführt (D). Modifiziert nach Shao et al 2013. [568] 
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Die Proben wurden für 30 min bei 37° C inkubiert. 1 μl DNAse Stop Solution wurde zur Reaktionslösung 

gegeben und für 10 min auf 65° C im Thermocycler inkubiert.   

 

Reverse-Transkription zur cDNA Synthese 

2 µl Random Primer in einer Konzentration von 200 ng/µl wurden in die verdaute RNA gegeben und 

für 5 min bei 70° C im Thermocycler inkubiert. Für die cDNA Transkribtion wurden zwei Ansätze mit 

einem Endvolumen von 22 µl erstellt, und jeweils 10 µl eines Mastermixes mit bzw. ohne Reverse 

Transkriptase hinzugegeben. Anhand der Negativkontrollen wurde die Anwesenheit von genomischer 

DNA überprüft. Die Probe wurde 10 min bei 25° C, 60 min bei 42° C und 10 min bei 70° C im 

Thermocycler inkubiert bevor die erstellte cDNA mit 100 µl nukleasefreiem Wasser verdünnt wurde. 

Die cDNA Proben wurden bis zur Verwendung bei -20° C gelagert.  

 

Reagenzien + Reverser Transkriptase - Reverse Transkriptase 

5x Puffer 4 µl 4 µl 

dNTPs (10 nM) 2 µl 2 µl 

Reverse Transkriptase MLRVT 0,5 µl - 

Nucleasefreies Wasser 3,5 µl 4 µl 

 
Kontroll-PCR 

Die Reverse Transkription wurde anhand einer Kontroll-PCR überprüft. 3 µl der cDNA wurde mit 4 µl 

5x Puffer, 0,5 µl dNTPs (10 mM), 10,25 µl nucleasefreiem Wasser, 1 ml Forward Primer (10 pmol/µl) 

und 1 µl Reverse Primer (10 pmol/µl) auf Eis gemischt. Es folgte eine Inkubation im Thermocycler mit 

folgendem Programm: 

 

1 Zyklus 2 min bei 95° C 

35 Zyklen 30 s bei 95° C 
30 s bei 60° C 
30 s bei 72° C 

1 Zyklus 5 min bei 72° C 

bis zur Weiterverarbeitung RT 

 
Die entstandenen Amplifikate wurden auf ein 2%-iges Agarosegel mit 0,25 μg/ml Ethidiumbromid 

aufgetragen und in Referenz zu einem 100 bp DNA-Marker ausgewertet. 

 

Quantitative RT-PCR (qPCR) 

Auf Eis wurden in eine 96-Well Kultivierungsplatte pro Well je 10 µl Promega Mastermix, 1 µl Forward 

Primer (10 pmol/µl), 1 µl Reverse Primer (10 pmol/µl) sowie 4 µl nukleasefreies Wasser gegeben. 4 μl 

der entsprechenden cDNA wurden zu jedem Well hinzugegeben. Es wurden für jede Probe Triplikate 

Tabelle 8: Mastermix für die Reverse Transkription 

Tabelle 9: cPCR Programm 
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erzeugt. Die Platten wurden nach dem Versiegeln für 2 min bei 180 g zentrifugiert und folgendem 

Programm im BioRad CFX96 RT-PCR Detection System unterzogen:  

 

1 Zyklus 2 min bei 95° C 

40 Zyklen 15 s bei 95° C 
60 s bei 60° C 

1 Zyklus 60 s bei 95° C 

 

Die Amplifikation wurde anhand der Schmelzkurve und dem Auftragen der Proben auf ein 2 %iges 

Agarosegel überprüft. Die Auswertung erfolgte mit der Berechnung der relativen Quantifizierung nach 

der ΔΔCt-Methode durch Normierung auf GAPDH als Referenzgen. 

 

6.2.6 Durchflusszytometrie 

Die Zellen wurden zunächst mit 0,25 % Trypsin-EDTA vereinzelt und mit 1 ml 4 %igem PFA für 10 min 

bei RT inkubiert. Anschließend wurden die Zellen bei 120 g für 10 min zentrifugiert und mit 1 ml FACS 

Puffer gewaschen. Die Zellen wurden mit 1 ml 0,1 %igem Triton-X für 4 min bei RT inkubiert und 

anschließend mit 1 ml FACS Puffer bei 180 g für 5 min gewaschen. Es wurden 1*106 Zellen in 100 µl 

FACS Puffer resuspendiert. Die Zugabe von 2 µl Fc-Block zu 1*106 Zellen verhinderte unspezifische 

Bindungen und wurde für 30 min auf Eis inkubiert. Pro Kondition wurden 1*106 Zellen benötigt. 20 µl 

Antikörper wurde zu 1*106 Zellen hinzugegeben, genauso wie bei der Isotypkontrolle und bei 4° C über 

Nacht. 1*106 Zellen wurden ebenfalls ohne weitere Zugabe bei 4° C über Nacht inkubiert. Es folgte ein 

Waschschritt mit 1 ml FACs Puffer pro 1*106 Zellen. Das Pellet wurde in 200 µl FACs Puffer 

resuspendiert und bis zur Messung bei 4° C gelagert. Die Durchflusszytometrie wurde am BD FACSAria 

Fusion Flow Cytometer mit freundlicher Unterstützung von Dr. Yvonne Heneka und M. Sc. Steffen 

Sonnentag durchgeführt. 

 

6.2.7 Hydrogele 

Kollagen I Hydrogel  

REC wurden abgelöst und das Zellpellet in RECM in einer Konzentration von 2*106 Zellen pro ml 

resuspendiert. Für 200 µl eines 1 mg/ml Kollagen I Hydrogels wurden in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß 

20 µl 10x DPBS, 40 µl Kollagen I (5 mg/ml Stock), 50 µl Zellsuspension sowie 89 µl DPBS-/- auf Eis 

zusammengefügt. Durch die Zugabe von 1 µl 1 M NaOH wurde die Polymerisation des Hydrogels 

initiiert. Die Lösung wurde vorsichtig resuspendiert und 200 µl in ein µ-Slide 8 Well ibidi oder eine 48-

Well Kultivierungsplatte überführt. Das Hydrogel wurde für 30 min unter Standardbedingungen 

inkubiert und anschließend mit 300 µl RECM überschichtet. Es erfolgte eine Kultivierung über einen 

Tabelle 10: RT-qPCR Programm 
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Zeitraum von bis zu 7 Tagen. Ein Medienwechsel erfolgte jeden zweite Tag. Zur Erstellung der Gele 

ohne Zellen wurden 96-Wellkulktivierungsplatten verwendet und je 100 µl Hydrogel eingefügt. Die 

Zellsuspension wurde durch 50 µl DPBS-/- ersetzt. 3*104 Zellen wurden in 200 µl zellspezifischem 

Medium auf der Oberfläche ausgebracht. 

 

Fibrinhydrogel 

Um eine 10 mg/ml Stocklösung zu erhalten wurden in ein Reaktionsgefäß 10 mg Fibrinogen 

abgewogen, dieses mit 1 ml DPBS -/- versetzt und unter Standardbedingungen im Inkubator in Lösung 

gebracht. REC wurden abgelöst und das Zellpellet in RECM in einer Konzentration von 2*106 Zellen pro 

ml resuspendiert. Für 200 µl eines 5 mg/ml Fibrinhydrogels wurden in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß 

20 µl 2 U/ml Thrombin mit dem gelösten Fibrinigen und 50 µl REC in RECM auf Eis zusammengefügt. 

Die Lösung wurde vorsichtig resuspendiert und 200 µl in ein µ-Slide 8 Well ibidi überführt. Das Hydrogel 

wurde für 10 min bei RT inkubiert und anschließend mit 300 µl RECM überschichtet. Es erfolgte eine 

Kultivierung über einen Zeitraum von bis zu 7 Tagen. Ein Medienwechsel erfolgte jeden zweite Tag. Zur 

Erstellung der Gele ohne Zellen wurden 96-Wellkulktivierungsplatten verwendet und je 100 µl 

Hydrogel eingefügt. Die Zellsuspension wurde durch DPBS-/- ersetzt. 3*104 Zellen wurden in 200 µl auf 

zellspezifischem Medium auf der Oberfläche ausgebracht. 

 

GelMA Hydrogel 

1 g Gelatine (0,266 mmol NH2-Gruppen) wurde für die GelMA Synthese in 10 % (w/v) in DPBS -/-
 unter 

Rühren bei 50° C gelöst. Für einen Methacrylierungsgrad von 8 Äq wurden 316 μl (medium, 

2,128 mmol, 8 Äq) Methacrylsaureanhydrid tropfenweise zugegeben und für 2 h bei 50° C gerührt. Ein 

äquivalentes Volumen zu der zuvor gelösten Menge an 50° C warmem DPBS-/- wurde zur 

Reaktionslösung gegeben und für 10 min bei 50° C gerührt. Die Reaktionsmischung wurde in 

Dialysemembranen gegeben (Cellulose, 12-14 kDa) und 7 Tage gegen ddH2O bei 40° C dialysiert, wobei 

ein Wasserwechsel 2-mal täglich durchgeführt wurde. Die dialysierte Lösung wurde im gleichen 

Volumen Reinstwasser gelöst und für 15 min bei 40° C inkubiert. Nach einer anschließenden Lagerung 

über Nacht bei -80° C fand eine Lyophilisierung statt, wobei das Produkt bis zur Verwendung bei -20° C 

gelagert wurde. Die Synthese wurde von M. Sc Alisa Grimm und M. Sc Sonja Leopold durchgeführt. 
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Lyophilisiertes GelMA 8 Äq wurde als 10 %ige (w/v) Stocklösung mit DPBS -/- angesetzt und bei 50° C 

gelöst. REC wurden abgelöst und das Zellpellet in RECM in einer Konzentration von 2*106 Zellen pro 

ml resuspendiert. Für 200 µl eines 4%igen GelMA Hydrogels wurden in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß 

die Komponenten wie in Tabelle 11 zusammengefügt. Die Lösung wurde vorsichtig resuspendiert und 

200 µl in ein µ-Slide 8 Well ibidi überführt und für 30 s bei 500 mW/cm2 mit einer OSRAM Ultra Vitralux 

300 W E27-Lampe vernetzt. Das Hydrogel wurde mit 300 µl RECM überschichtet. Es erfolgte eine 

Kultivierung über einen Zeitraum von bis zu 7 Tagen. Ein Medienwechsel erfolgte jeden zweite Tag. Zur 

Erstellung der Gele ohne Zellen wurden 96-Wellkulktivierungsplatten verwendet und je 100 µl 

Hydrogel eingefügt. Die Zellsuspension wurde durch DPBS-/- ersetzt. 3*104 REC wurden in 200 µl RECM 

auf der Oberfläche ausgebracht. 

 

Hydrogel Bestandteile  Volumen in µl 

4 % GelMA (8 Äq) 10 % GelMA medium 

10 % LAP in H2O 

DPBS -/- 

80 

6 

114 

4 % GelMA (8 Äq) mit Zellen 10 % GelMA medium 

10 % LAP in H2O 

RECM 

REC (1 ⋅ 105) 

80 
6 
64 

50 

4 % GelMA (8 Äq) mit Kollagen I 10 % GelMA medium 

10 % LAP in H2O 

DPBS -/- 

Kollagen I 

80 

6 

64 
50 

 

 

 

 

Abbildung 80: GelMA Synthese. Über eine nucleophile Acylsubstitution wurden die primären Aminogruppen der 
in DPBS-/- gelösten Gelatine mit Methacrylsäureanhydrid zum Photopolymer funktionalisiert. [94] 

Tabelle 11: Zusammensetzung der verschiedenen Hydrogele mit 200 µl Gesamtvolumen. 
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GelN/S Hydrogel 

GelN wurde mit verschiedenen Funktionalisierungsgraden durch Mengenänderungen von 5-Norborne-

2-Carbonsaure, EDC-HCl und NHS erzeugt. Der lyophilisierte Feststoff wurde bei -20° C gelagert. GelS 

wurde mit unterschiedlichen Funktionalisierungsgraden durch Variation der Menge an N-Acetyl DL-

Homocystein-Thiolacton synthetisiert. Der lyophilisierte Feststoff wurde unter Argon-Atmosphäre 

versetzt und bei -80° C gelagert. Die Synthesen wurde von M. Sc Alisa Grimm und M. Sc Sonja Leopold 

durchgeführt. 

Für GelN/S Hydrogele wurden Stocklösungen in DPBS -/- hergestellt. Die 10 %ige Stocklösung von GelN 

2 Äq wurde bei 50° C und die 5 %ige GelS 5 Äq bei 70° C gelöst. Für 200 µl Hydrogel wurden 5 % der 

GelN Stocklösung, 5 % der GelS Stocklösung, 1 mM LAP (0,03 %) aus einer 10 %igen Stocklösung, sowie 

1*105 REC in 50 µl RECM gemischt. DBPS -/- wurde zum Erreichen des Endvolumens hinzugefügt. Die 

Lösung wurde vorsichtig resuspendiert und 200 µl in ein µ-Slide 8 Well überführt und für mindestens 

20 s bei 500 mW/cm2 mit einer OSRAM Ultra Vitralux 300 W E27-Lampe vernetzt. Das Hydrogel wurde 

mit 300 µl RECM überschichtet. Es erfolgte eine Kultivierung über einen Zeitraum von bis zu 7 Tagen. 

Ein Medienwechsel erfolgte jeden zweite bzw. dritten Tag. Zur Erstellung der Gele ohne Zellen wurden 

96-Wellkulktivierungsplatten verwendet und je 100 µl Hydrogel eingefügt. Die Zellsuspension wurde 

durch DPBS-/- ersetzt. 3*104 REC wurden in 200 µl RECM auf der Oberfläche ausgebracht. 

 

PEGDA Hydrogel 

Für 200 µl eines 0,1 g/ml PEGDA Hydrogels wurden in einem 1,5 ml Reaktionsgefäß 0,02 g PEGDA, 1 % 

LAP (Stock 10 % gelöst in Wasser) und 145,5 µl DPBS-/- zusammengefügt. Bei einer Strahlungsintensität 

von 500 mW/cm2 wurden 100 µl des Hydrogels in einer 96-Well Kultivierungsplatte für 60 Sekunden 

mit einer OSRAM Ultra Vitralux 300 W E27-Lampe vernetzt. 3*104 REC wurden nach dem Vernetzen in 

200 µl RECM wurden abgelöst und das Zellpellet in RECM in einer Konzentration von 2*106 Zellen pro 

ml resuspendiert. Es erfolgte eine Kultivierung über einen Zeitraum von bis zu 7 Tagen. Ein 

Medienwechsel erfolgte jeden zweite Tag. 

 

6.2.8 vasQchip 

6.2.8.1 Produktion und Ätzen des Mikrokanals 

Der poröse Mikrokanal wird mittels SMART-Technologie (engl. Substrate Modification And Replication 

by Thermoforming) hergestellt [127]. Zum Erstellen der Mikrokanäle wurde eine mit Schwerionen 

beschossene Polycarbonat-Membran (50 μm Dicke, 106 Ionen/cm2, it4ip) in einer Formmaske aus 

Messing platziert. Durch einen Thermoformprozess wurden die Mikrokanalstrukturen mit Hilfe von 

Druck (4 bar) und Temperatur (147° C) generiert. Nach Erreichen der Zieltemperatur wurde das 

Formwerkzeug auf Raumtemperatur abgekühlt und die geformten Folien entnommen. Die 
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Kanalstrukturen wurden mittels Stanzvorrichtung in einem Durchmesser von 24 mm ausgestanzt 

werden. Zum Öffnen der latenten Ionenspur wurden die gestanzten Mikrokanäle in gleicher 

Orientierung in spezielle Polytetrafluorethylen (PTFE) Rahmen eingespannt. Es wurde eine 5 M 

Natrimhydroxid (NaOH)-Lösung aus 120 g NaOH in 600 ml destilliertem Wasser (ddH2O) hergestellt. 

60 µl (0,01 %) bzw. 12 µl (0,002 %) der Detergens Dowfax 2A1TM wurden unter Rühren bis zum 

Erreichen von 70° C hinzugefügt. Je nach gewünschter Porengröße wurden die Membranen 4,0 h 

(1 µm) bzw. 5 h (3 µm) bzw. 5,5 h (5 µm) geätzt. Es folgte ein dreimaliges Waschen der Membranen 

mit demineralisiertem Wasser und eine Trocknung bei RT vor Verwendung.  

 

 

 

6.2.8.2 Assemblierung des vasQchips 

Ein Klebering (500 μm Dicke) mit einem Durchmesser von 24 mm wurden auf den vasQchip 

aufgebracht. Die geätzte PC-Membran wurde mit Hilfe einer 25 G Kanüle mit Löchern für die 

Anschlüsse versehen. Die PC-Membran wurde mit der Kanalwölbung nach oben aufgeklebt. Ein 

Klebering (500 μm Dicke) mit einem Innendurchmesser von 24 mm und einem Außendurchmesser von 

32 mm wurden auf den vasQchip Rand aufgebracht. Das Kompartiment wurde mit einem runden 

Deckglas (32 mm Durchmesser) verschlossen. Mit Hilfe von Pattex wurde das Deckglas außen am Rand 

versiegelt und für 10 min bei RT getrocknet. Vor dem Gebrauch in der Zellkultur wurde der vasQchip 

unter einer UV-Quelle über Nacht sterilisiert.  

Abbildung 81: Herstellung des Mikrokanals aus einer, mit Schwerionen beschossenen, PC-Membran durch 
Thermoformen und anschließendem Öffnen der Poren durch nasschemsiches Ätzen. 
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6.2.8.3  Beschichten des vasQchips 

Die Zugänge zum äußeren Kompartiment des vasQchips wurden mit Luerplugs verschlossen. Für die 

Beschichtung des Mikrokanals wurden 0,1 mg/ml Kollagen I, 2µg/cm2 Laminin und 0,1 % Gelatine in 

DPBS -/- verwendet. Es wurden 20 µl der jeweiligen Lösung in den Mikrokanal eingebracht. Es folgte 

eine Inkubation für 1 h unter Standardbedingungen. Anschließend wurde die Lösung abgenommen 

und der Mikrokanal mit DPBS -/- gewaschen bevor 200 µl RECM eingefügt wurden. Es folgte die 

Befüllung des äußeren Kompartiments mit 600 µl RECM und einer anschließenden Inkubation bei 

Standardbedingungen über Nacht. 

 

6.2.8.4 Besiedeln des Mikrokanals 

Das Medium der über Nacht inkubierten vasQchips wurde durch leichtes Klopfen von Luftblasen 

befreit. Für die Besiedelung des porösen Mikrokanals wurde das im Mikrokanal befindliche Medium 

entfernt. 20 µl einer Zellsuspension mit 1*105 REC wurden in den beschichteten Mikrokanal gegeben. 

Der vasQchip mit den Endothelzellen wurde für 1,5 h im vasQturn unter permanenter Rotation um die 

eigene Achse mit 0,25 rpm unter Standardbedingungen inkubiert. Es folgte eine weiter Stunde 

statische Inkubation unter Standardbedingungen. Die Zelladhäsion an der Mikrokanalwand wurde 

anschließend mikoskopisch überprüft, bevor 100 µl Medium in den Mikrokanal gegeben wurden. Nach 

einer Inkubationszeit über Nacht konnte der Mikrokanal sofern gewünscht, an die Mikrofluidik 

angeschlossen werden. Ein Medienwechsel folgte jeden zweiten Tag, indem 600 µl RECM durch den 

Eingang des Kompartiments gegeben wurden oder 200 µl in den Mikrokanaleingang bei statischer 

Kultivierung. 

 

Abbildung 82 Assemblierung des vasQchips. 1) Deckglas; 2) Klebering; 3) PC-Membran und 4) Trägerblock (Dr. 
Vanessa Kappings [569]) 
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6.2.8.5 Mikrofluidische Kultivierung des vasQchips mit Hilfe der Peristaltikpumpe 

Ein 15 ml Zentrifugationsröhrchen wurde mit 5 ml RECM präpariert. Das Schlauchset wurde in die 

Peristaltikpumpe eingespannt und das Medium über Nacht unter Standardbedingungen bei einer 

Fließgeschwindigkeit von 0,100 ml/min äquilibriert. Der mit dem im Medium in Verbindung stehende 

Schlauch im Zentrifugationsröhrchen, wurde mit dem Kanaleingang des vasQchips luftblasenfrei 

verbunden. Dazu wurden die Schläuche vor und nach dem Verbindungsstück abgeklemmt. Das 

Schlauchende endete im Zentrifugationsröhrchen oberhalb der Mediengrenze. Alle zwei Tage wurde 

ein Medienwechsel durchgeführt. Die Fließgeschwindigkeit betrug 0,005 ml/min. 

 

 

 

6.2.8.6 Reinigung 

Nach Beenden der Kultivierungsdauer wurden die verwendeten vasQchip Blöcke erst in Isopropanol 

eingelegt, um die Kleberinge und die PC- Membran vom vasQchip Block zu lösen, dann in 70 %iges 

Ethanol zum Sterilisieren gegeben und anschließend autoklaviert. Die verwendeten 

Mediumreservoires sowie die Schläuche der Pumpensysteme und Verschlüsse wurden zunächst 

entleert, dann mit 70 %igem Ethanol und anschließend 2-mal mit Wasser durchgespült. Die Schläuche 

wurden entleert aufbewahrt. Das Zentrifugationsröhrchen wurde zur Lagerung erneuert. Bei 

nachfolgenden Versuchen konnten die Materialien wiederverwendet werden. 

 

Abbildung 83: Mikrofluidische Kultivierung des vasQchips durch einen mechanischen Fluss einer 
Peristaltikpumpe. 
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6.2.9 HB-flow System 

6.2.9.1 Drucken der Gerüststruktur 

Die Gerüststruktur wurde mit SE1700 auf einem Deckglas gedruckt. Das Deckglas wurde zuvor mit 

Ethanol auf einem Objektträger aufgebracht. Es wurden 2 g Dowsil Basis in ein 5 ml Reaktionsgefäß 

abgewogen und mit einer abgeschnittenen Spitze 0,2 g Dowsil Katalysator dazu gewogen (Verhältnis 

10:1). Die Mischung wurde für 2 min bei 200 g zentrifugiert, anschließend mit einem Spatel vermischt 

und nochmals für 3 min zentrifugiert. Anschließend wurde die Mischung mit einer 1 ml Spritze 

aufgenommen und mit Hilfe von Verbindungsstücke Luftblasenfrei in eine weitere Spritze überführt. 

Die Spritze wurde mit einer konischen 25 G Kanüle versehen. Die Gerüststruktur wurde mit einem 

extrusionsbasierten 3D Drucker der AG Huang (Cambridge University, England) erstellt und 

anschließend bei 60° C über Nacht zur Aushärtung inkubiert. 

 

6.2.9.2 Erstellen des Mikrokanals mit Hilfe der Nadeltechnik 

Es wurde eine 26 G Kanüle durch die Aussparungen der Gerüststruktur geführt. Anschließend wurden 

150 µl Hydrogel (GelMA) in das HB-flow System eingebracht und vernetzt. Nach dem Entfernen der 

Kanüle war der Mikrokanal vorhanden.  

 

6.2.9.3 Erstellen des Mikrokanals durch das 3D Drucken von Pluronic F-127 

Eine 40 %ige Pluronic F-127 Lösung wurde in destilliertem Wasser angesetzt. Das Pluronic F-127 wurde 

bei 4° C über mehrere Tage gelöst. Mit einer Spritze wurde die Pluronic-Lösung aufgezogen und diese 

mit einer konischen 27 G Kanüle versehen. Es wurden 50 µl Hydrogel in das HB-flow System 

eingebracht. Anschließend wurde bei RT Pluronic F-127 extrudiert. Das extrudierte Material wurde von 

dem Gerüsteingang zu dem Gerüstausgang mit dem extrusionsbasierten 3D Biodrucker von Biospot BP 

Biofluidix bei RT gedruckt. Die Überstände wurden durch eine Pipettenspitze entfernt und die Struktur 

mit 100 µl Hydrogel überschichtet. Nachdem das Hydrogel vernetzt wurde fand eine Inkubation bei 

4° C für 10 statt, um das Pluronic F-127 zu solubilisieren. Anschließend konnte das Pluronic-F127 mit 

Hilfe von Filterpapier entfernt werden und der entstandene Mikrokanal wurde zweimal mit DBPS -/- 

gewaschen. 

 

6.2.9.4 Besiedelung des Mikrokanals 

Um den Mikrokanal des HB-flow Systems zu besiedeln wurde dieses zunächst über Nacht in einer 6 

Well Kultivierungsplatte in 5ml Medium unter Standardbedingungen Inkubiert. Anschließend wurden 

1*105 Endothelzellen in 10 µl Zellspezifischem Medium in den Mikrokanal eingebracht und über Nacht 

unter Standardbedingungen inkubiert. Anschließend wurde das HB-Flow System gewendet, um die 
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obere Seite des Mikrokanals zu besiedeln. Dazu wurden erneut 1*105 Endothelzellen in 10 µl 

Zellspezifischem Medium in den Mikrokanal eingebracht und über Nacht unter Standardbedingungen 

inkubiert. Danach konnte das HB-flow System gewendet werden und gegebenenfalls an die 

Mikrofluidik angeschlossen werden. 

 

6.2.9.5 Kultivierung des RPEs 

In der Gerüststruktur des HB-flow Systems wurden 110 µl eines GelMA- Kollagen I Hydrogels vernetzt 

und der Mikrokanal erstellt. Anschließend wurden 50 µl eines Fibrinhydrogels (5 mg/ml Fibrinogen) 

eingebracht und bei RT für 10 min inkubiert. 1*105 RPE Zellen wurden in 200 µl Medium auf der 

Oberfläche des Hydrogels ausgebracht und für mindestens 6 h unter Standardbedingungen inkubiert. 

Anschließend wurde da HB-flow System in 5 ml Medium in einer 6 Well Kultivierungsplatte kultiviert. 

Ein Medium Wechsle wurde jeden zweiten Tag durchgeführt. 

 

6.2.9.6 Ko-Kultivierung von RPE und REC 

Für eine Ko-Kultivierung von REC im Mikrokanal und RPE auf dem Hydrogel wurde zunächst eine 26 G 

Kanüle durch die Aussparungen der Gerüststruktur geführt. Anschließend wurden 110 µl 4 %iges 

GelMA / Kollagen I Hydrogel in das HB-flow System eingebracht und bei 500 mW/cm2 für 60 s vernetzt. 

Die Kanüle wurde entfernt und 50 µl eines Fibrinhydrogels (5 mg/ml Fibrinogen) eingebracht, das bei 

RT für 10 min inkubiert wurde. In den Mikrokanal wurden wie beschrieben 24 h versetzt, 2-mal je 1*105 

REC Zellen in 10 µl RECM eingebracht. Anschließend wurde das Medium von der Hydrogeloberfläche 

abgenommen und 1*105 RPE Zellen in 200 µl Medium für mindestens 6 h inkubiert, bevor die 6 Well 

Kultivierungsplatte wieder mit 5 ml ARPE-M oder RPE-M befüllt wurde. 

 

6.2.9.7 Mikrofluidik mit Hilfe einer Peristaltikpumpe 

Zur Mikrofluidischen Kultivierung des HB-flow Systems wurde eine Peristaltikpumpe verwendet sowie 

ein Tygonschlauchset mit 2 Stoppern. Der aus dem Medienreservoir (7 ml Medium) führende Schlauch 

wurde in der Peristaltikpumpe in Pumprichtung eingespannt und mit dem Eingang des HB-flow 

Systems verbunden. Der vom Ausgang des HB-flow Systems wegführende Schlauch wurde gegen die 

Pumprichtung in die Peristaltikpumpe eingespannt und zurück in das Zentrifugationsröhrchen geführt. 

Ein Medium Wechsel fand jeden zweiten bzw. dritten Tag statt. 
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6.2.9.8 Reinigung des HB-flow Systems 

Nach Beenden der Kultivierung wurde das Hydrogel aus der Gerüststruktur entfernt. Die 

Gerüststruktur wurde zunächst mit 1 ml 0,25 %igem Trypsin-EDTA behandelt, dann mit 1 ml 75 %igem 

Ethanol gesäubert und anschließend autoklaviert. 

 

6.2.10 Hypoxische Umgebung 

6.2.10.1 H2O2 und CoCl2 

3*104 Zellen pro Well wurden jeweils in einer 96-Well Kultivierungsplatte ausgebracht. Nach 24 h 

wurden 100 µl Medium mit unterschiedlichen Konzentrationen H2O2 (1 mM, 0,25 mM und 0,125mM) 

oder CoCl2 (1,5 mM, 150 nM, 50 nM) zu den Zellen gegeben und für 72 h unter Standardbedingungen 

inkubiert. Anschließend wurde das Medium ersetzt. 

 

6.2.10.2 MTT-Toxizitätstest 

Die Zellen wurden in einer 96-Well Kultivierungsplatte Zellen in einer Zellkonzentration von 1*105 

Zellen/ml in 100 µl ausgebracht und für 24 h unter Standardbedingungen kultiviert. Die zu 

untersuchenden Substanzen wurden dann in entsprechender Konzentration zugegeben und eine 

Inkubation von 72 h folgte. 5 μl 1 % Triton X (20 % Stock) wurde zur Totkontrolle zugegeben und 

anschließend zu jedem Well jeweils 15 μl des Farbstoffes MTT. Nach einer Inkubation von 3 h wurde 

in jedes Well 100 µl Stop Lösung gegeben. Am darauffolgenden Tag wurde die Absorption bei einer 

Abbildung 84: Mikrofluidische Kultivierung des HB-flow Systems mit Hilfe einer Peristaltikpumpe. 
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Wellenlänge von 595 nm im Spektrophotometer ermittelt. Referenziert wurden die Werte bei der 

Auswertung auf die Lebend- und Totkontrollen, bei denen keine Behandlung erfolgt war. 

 

6.2.11 Immunfluoreszenz 

Fixierung 

Das Medium wurde abgenommen und die zu fixierende Probe mit DPBS +/+ gewaschen. Die Probe 

wurde mit einer 4 %igen PFA–Lösung (in DPBS -/-) für 10 min bei RT inkubiert. Nachdem dem Waschen 

der Probe mit DPBS -/- konnte diese bei 4° C gelagert werden.  

  

Permeabilisierung 

Zur Permeabilisierung der Zellmembran wurde die fixierte Probe mit einer 0,1 %igen Triton X-100-

Lösung (in DPBS -/-) für 4 min bei RT inkubiert und anschließend mit DPBS -/- gewaschen.  

 

Blockierung 

Um unspezifischen Bindungen der Antikörper entgegen zu wirken, wurde die fixierte und 

permabilisierte Probe mit CasBlock für 30 min bei RT inkubiert und bis zur weiteren Verwendung bei 

4° C im Kühlschrank gelagert.  

 

Antikörper 

Spezifische Zell- und Gewebestrukturen wurden anhand Fluoreszenz-markierter Antikörper 

visualisiert. Die zuvor fixierte, permeabilisierte und blockierte Probe wurde mit einem spezifischen 

Primärantikörper in CasBlockTM über Nacht bei 4° C inkubiert. Nach erfolgter Inkubation wurde die 

Probe zweimal mit DPBS -/- gewaschen und anschließend mit dem Fluoreszenz-markiertem 

Sekundärantikörper über Nacht bei 4° C inkubiert. Nach einer erneuten Inkubation über Nacht bei 4° C 

wurde die Probe mit DPBS-/- gewaschen und mikroskopiert.  

 

Visualisierung der Zellkerne 

Die Zellkerne lebender und fixierter Zellen wurden durch Hoechst33342 visualisiert. Hoechst wurde in 

einer Endkonzentration von 2 μg/ml in DPBS -/- ohne Lichteinfluss verwendet. Nach einer Inkubation 

von 5 min unter Standardbedingungen wurde die Färbelösung abgenommen und die Probe mit DPBS - /- 

gewaschen. Das Extinktionsmaximum liegt 405 nm, das Emissionsmaximum bei 415/480 nm. 
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Visualisierung des Aktinzytoskeletts 

Phalloidin-TRITC wurde zur Visualisierung des Aktin-Zytoskeletts bei fixierten, permeabilisierten 

Proben verwendet. Für eine Stammlösung von 100 μM Phalloidin-TRITC wurden 0,1 mg Phalloidin-

TRITC in 766 μl DMSO gelöst. Die Stammlösung wurde in DPBS -/- verdünnt und in einer 

Endkonzentration von 100 nM zu der Probe gegeben. Nach einer Inkubation bei RT für 20 min wurde 

die Probe 2-mal mit DPBS -/- gewaschen. Das Extinktionsmaximum lag bei 532 nm, das 

Emissionsmaximum zwischen 545-625 nm. 

 

Markierung des Zytosols mittels CellTracker Green CMDFA 

Zur Markierung des Zytosols wurde der Fluoreszenzfarbstoff der Marke CellTracker™ verwendet. Die 

Endkonzentration des CellTracker Green™ CMFDA lag bei 10 µM, wobei 50 µg des CellTracker Green™ 

in 10,76 µl DMSO gelöst wurden. Für die Markierung von Zellen wurde CellTracker Green™ CMFDA in 

zellspezifischem Medium verdünnt und die Probe für 30 min unter Standardbedingungen inkubiert. 

Anschließend wurde das Medium ersetzt und die Probe mikroskopiert. Das Extinktionsmaximum lag 

bei 492 nm, das Emissionsmaximum bei 517 nm. 

 

6.2.12 Statistische Auswertung 

Die Ergebnisse wurden als Mittelwert ± Standardabweichung angegeben. Die Signifikanz wurde durch 

zweiseitige Student t‐Tests bestimmt, wobei alle Ergebnisse mit P < 0,05 als statistisch signifikant 

galten. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 85: Strukturformel von Hoechst33342 
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7. Abkürzungsverzeichnis 

Abkürzung Bezeichnung 

% Prozent 

∆ Delta 

ε Dielektrizitätskonstante 

° Grad 

° C Grad Celsius 

2D zweidimensional 

3D dreidimensional 

AK Arbeitskreis 

AMD Age related macular disease 

Äq Äquivalent 

ARPE19 spontaneously arising retinal pigment epithelial cell line 

B. Sc. Bachelor of Science 

bzw beziehungsweise 

Calcein-AM Calcein- Acetoxymethylester 

cDNA Komplementäre DANN 

CellTracker CMDFA 5-Chlormethylfluoresceindiacetat 

cm Zentimeter 

cm2 Quadratzentimeter 

CO2 Kohlenstoffdioxid 

CoCl2 Cobaltchlorid 

CTCF Corrected total cell fluorescence 

DD Differenzierungstag 

ddH2O doppelt-destilliertes Wasser 

DMEM Dulbecco’s Modified Eagle Medium 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DANN Desoxyribonukleinsäure 

dNTP Desoxyribonukleosidtriphosphat 

DPBS Dulbecco’s Phosphate Buffered Saline 

Dr. Doktorgrad 

EDC-HCl 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl) carbodiimid-hydrochlorid 

EDTA Ethylendiamintetraacetat 

EGF Epidermal Growth Factor  

EGM2 Endothelial growth medium 

EZM Extrazelluläre Matrix 

FCS Fätales Kälberserum 

FGF-R Fibroblasten-Wachstumsfaktor-Rezeptor 

FITC Fluorescein isothiocyanate 

g Gramm 

G Gauge 

g Beschleunigungsgröße 

GAPDH Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase 

GCU Green calibrated unit 

GelMA Gelatine-Methacryloyl 

GelN Norbonen-funktionalisierte Gelatine 

Tabelle 12: Abkürzungen 
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GelS thiolierte Gelatine 

GFP Grün fluoreszierendes Protein 

GSK3 Glykogen Synthase Kinase 3 

H2O2 Wasserstoffperoxid 

HB-flow Hydrogel basiertes- flow System 

hESC humane embryonale Stammzellen 

hREC humane retinale Endothelzellen 

HUVEC Human umbelical vein endothelial cells 

Hz Hertz 

IgG Immunglobulin-G 

iPS Induzierte pluripotente Stammzellen 

kDa Kilodalton 

KIT Karlsruher Institut für Technologie 

LAP Lithiumphenyl-2,4,6-trimethylbenzoylphosphinat 

LD50 letale Dosis 50 % 

M. Sc. Master of Science 

Mertk Protoonkogen-Tyrosin-Protein-Kinase MER 

MES 2-(N-Morpholino) ethansulfonsäure 

mESC Murine embryonale Stammzellen 

min Minute 

Mitf Melanocyte Inducing Transcription Factor 

ml Milliliter 

mM Millimol 

mm Millimeter 

MM Maintance medium 

MTT 3-(4,5-dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromide 

mW Milliwatt 

MW Mittelwert 

n Stichprobenumfang 

NaOH Natriumhydroxid 

NHS N-Hydroxysuccinimid 

nM Nanomolar 

nm Nanometer 

O2 Sauerstoff 

oBRB äußere Blut-Retina-Schranke (outer blood retinal barrier) 

Oct4 Oktamer-bindender Transkriptionsfaktor 4 

OD Optische Dichte 

Otx2 Orthodenticle Homeobox 2 

P/S Penicillin/Streptomycin 

Pa Pascal  

Pax6 Paired Box 6 

PE R-Phycoerythrin 

PC Polycarbonat 

PCR Polymerase-Kettenreaktion 

PEDF Serpin Family F Member 1 

PEGDA Poly(ethylene glycol) diacrylate 

PFA Paraformaldehyd 

pH Potential des Wasserstoffs 

PI Propidiumiodid 
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PTFE Polytetrafluorethylen 

P-Wert Überschreitungswahrscheinlichkeit oder Signifikanzwert 

qPCR quantitative Echtzeit- Polymerase-Kettenreaktion 

RDM Retinal differentiation medium 

REC Retinale Endothelzellen 

RGD Arginin-Glycin-Asparaginsäure 

RMM2 Retinal Maturation medium 2 

RNA Ribonukleinsäure 

ROS Reaktive Sauerstoffspezies 

RPE Retinales Pigmentepithel 

RPE65 Retinal pigment epithelium-specific 65 kDa protein 

RPE-M Retinales Pigmentepithel medium 

rpm Umdrehungen pro Minute 

RT Raumtemperatur 

RT + Reverse Transkriptase 

Rx Retinales Homeoboxprotein 

s Sekunde 

SFEBq serum-free floating culture of embryoid body-like aggregates 
with quick reaggregation 

SSC Side Scatter 

TEER Transepitheliale elektrische Resistenz 

TRITC Tetramethylrhodamine 

TJ Tight Junctions 

ULW Ultra-Low attachment Wells 

UV Ultraviolettestrahlung 

VE-Cadherin Vascular endothelial cadherin 

VEGF-R Vascular Endothelial Growth Factor Rezeptor 

w/v Gewicht pro Volumen 

w/w Gewicht pro Gewichtsteil 

Wnt Signalweg, Zusammensetzung aus Wingless und Int-1 

ZO-1 Zonula occludens-1 
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9. Anhang 

Zu Kapitel 4.5.4.2: Aus mESC-Rx-GFP differenziertes RPE im Mikrokanal des vasQchips 

 

 

 

Abbildung 86: Differenziertes RPE aus mESC-Rx-GFP anDD21 im Mikrokanal des vasQchips. Die Zellkerne wurden 
mit Hoechst33342 (2 µg/ml) (A) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC (0,1 µM) (C) visualisiert. Die Tight 
Junctions wurden mit Hilfe der Immunfluoreszenz durch einen Antikörper gegen ZO-1 aus der Ratte (1:100) 
nachgewiesen. Maßstab 100 µm. Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 120 µm = rot 



  Anhang 

213 
 

Zu Kapitel 4.6.4.1: HUVEC im Mikrokanal des HB-flow Systems mit Gerüststrukturen aus GelMA-

Hydrogelen und GelN/S Hydrogelen 

 

 

 

 

Abbildung 87: HUVEC im Mikrokanal des HB-flow Systems. Dazu wurden 150 µl eines 4 %igen GelMA (8 Äq) 
Hydrogels mit 40 % Kollagen I bzw. eines 5 %igen GelN/S Hydrogels aus GelN (2 Äq) und GelS (5 Äq) mit einem 
Anteil von 40 % bzw. 25 % Kollagen I in die Vertiefung des HB-flow Systems gegeben und durch 500 mW/cm2 für 
30 s vernetzt. Nach dem Entfernen der Kanüle wurde das HB-flow System in EGM2 über Nacht inkubiert. 
Insgesamt 2*105 HUVEC wurden in den Mikrokanal eingebracht Eine Kultivierung der Endothelzellen erfolgte 
über 7 Tage, wobei jeden zweiten Tag ein Mediumwechsel vorgenommen wurde. Nach Beenden der 
Kultivierungszeit wurden die Zellen im Mikrokanal mit PFA (4 %; 10 min; RT) fixiert, mit Triton-X (0,1 %; 4 min RT) 
permeabilisiert, um die Zellkerne mit Hoechst33342 (2 µg/ml) und das Aktinzytoskelett mit Phalloidin-TRITC 
(0,1 µM) zu visualisieren. Anschließend wurde das retinale Endothel konfokalmikroskopisch untersucht. Anhand 
von Z-Stack-Projektion wurden die Zellstrukturen visualisiert und als 3D Projektion dargestellt. Anhand der 
Tiefenfärbung fand eine 2D-Projektionsvisualisierung des 3D-Volumens statt. Maßstab: 75 µm (A1-B4); 100 µm 
(C1-D4). Konfokalmikroskop Leica Stellaris 5. Skala: 0 µm= blau; 450 µm =rot. 
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