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1. Einleitung 
 
Der Prozess der Angiogenese, bei dem sich durch Proliferation, Migration und 
Differenzierung von Endothelzellen aus bestehenden Blutgefäßen neue Kapillaren bilden, 
tritt physiologischerweise im adulten Organismus nur begrenzt auf (Anbildung der Milchdrüse 
zur Laktation, Zyklus in Ovar und Plazenta). Angiogenese spielt jedoch im Rahmen vieler 
pathophysiologischer (Wundheilung) und pathologischer Prozesse (Tumorwachstum, 
Entzündung) eine entscheidende Rolle. So kann ein Tumor erst durch Rekrutierung eines 
eigenen Gefäßsystems über eine bestimmte Größe hinaus wachsen und metastasieren 
(Folkman, 1995). Eine erfolgversprechende Möglichkeit zur Inhibition des Tumorwachstums 
stellt die Unterdrückung des Gefäßwachstums dar, die Anti-Angiogenese. Proliferierende 
mikrovaskuläre Endothelzellen stellen das Ziel einer anti-angiogenen Therapie dar. Sie sind 
durch ihre exponierte Lage zum Blut besonders einfach erreichbar.  
Um Wirkstoffe zu den Zielzellen zu transportieren, ohne dabei Zellen anderer Gewebe zu 
erreichen, werden im Rahmen des Drug Targeting verschiedenste Carrier eingesetzt. Diese 
sollen eine möglichst spezifische Anreicherung an oder in den Zielzellen ermöglichen. 
Großen Einsatz finden hierbei Liposomen, sie werden sowohl im Drug Targeting als Carrier 
für Arzneistoffe als auch im Gentransfer als Vektoren für die Einschleusung von 
Nukleinsäuren in die Zelle erforscht.  
Liposomen sind kleine sphäroide Partikel, bestehend aus einem inneren, flüssigkeitsgefüllten 
Hohlraum und einer äußeren Lipiddopppelmembran. Durch ihre Ähnlichkeit mit der 
Zellmembran in Aufbau und Zusammensetzung wird den Liposomen als Carriersystemen 
eine gute Biokompatibilität zugeschrieben. Die zu transportierenden Wirkstoffe können 
entweder eingeschlossen in den hydrophoben Innenraum oder integriert in die lipophile Hülle 
transportiert werden. Durch Beeinflussung der Lipidzusammensetzung oder durch 
Koppelung von Proteinen und Kohlenhydraten an Lipide der Hülle kann die Affinität zu 
spezifischen Zellen gesteigert werden. Kationische Liposomen, die eine positive 
Gesamtladung an ihrer Oberfläche besitzen, weisen eine erhöhte Affinität zu Endothelzellen 
in Tumoren auf  (Thurston et al., 1998). 
Zur Evaluierung der Wirksamkeit des mittels Liposomen transportierten Wirkstoffes sind 
präzise Kenntnisse über die Mechanismen der Bindung und Aufnahme von Liposomen sowie 
des Zeitpunktes der Freisetzung der Wirkstoffe nötig. Durch Vertiefung der Kenntnisse dieser 
Mechanismen, insbesondere der Gemeinsamkeiten und der Unterschiede der Prozessierung 
von Liposomen durch Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs, können unerwünschte 
Nebenwirkungen gemindert und die Wirksamkeit der eingesetzten Stoffe optimiert werden.   
 
Die Glykokalix, eine Schicht von meist negativ geladenen Makromolekülen (überwiegend 
Glykoproteine) an der Oberfläche der Zelle, spielt bei der Regulation vieler zellulärer 
Mechanismen eine Rolle. Sie beeinflußt vielfach die Bindung und Aufnahme von Stoffen 
durch die Zelle. Ihr Einfluß auf die Bindung von Liposomen wurde bisher noch nicht 
untersucht. 
Ziel dieser Arbeit war es, die Aufnahme von kationischen Liposomen in Endothelzellen 
unterschiedlicher Herkunft zu untersuchen. Hierbei sollten die Mechanismen der Bindung an 
und der Aufnahme durch die Zelle analysiert werden. Besonderes Augenmerk wurde auf die 
Charakterisierung der zellulären Glykokalix und ihre potentielle Rolle bei den Mechanismen 
der Bindung und Aufnahme der Liposomen gerichtet. Es wurden mikrovaskuläre 
Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs eingesetzt, um Gemeinsamkeiten und 
Unterschiede der Liposomenprozessierung durch Endothelzellen aufzudecken. 
Des Weiteren sollte die Biokompatibilität der Liposomen überprüft werden. Hierbei galt es 
festzustellen, ob die Aufnahme von Liposomen zu zellulären Schäden, insbesondere zur 
Induktion des programmierten Zelltodes (Apoptose), führt. 
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2. Literaturübersicht 
 
2.1. Endothelzellen 
 
Endothelzellen bilden die Auskleidung des gesamten Blut- und Lymphgefäßsystems sowie 
der Herzinnenräume. Das vaskuläre Endothel reguliert den Stoffaustausch zwischen dem 
Blut und den umliegenden Geweben und stellt somit die erste Barriere dar, die intravenös 
verabreichte Arzneimittel zu überwinden haben, um ihre Wirksamkeit am Zielort zu entfalten 
(Junquiera et al., 2002; Baldwin und Thurston, 2001; Zipper at al., 1988). 
Ursprünglich wurde das Endothel als rein passive Diffusionsbarriere angesehen (Fishman, 
1982). Heute ist bekannt, dass Endothelzellen durch eine Vielzahl aktiver Prozesse an der 
Regulation der Homöostase des Körpers beteiligt sind. So stellt der Transport von Zellen 
und löslichen Bestandteilen aus dem Blut in die benachbarten Kompartimente via Endothel 
einen aktiven Vorgang dar (Griendling und Alexander, 1996). Endothelzellen exprimieren 
Selektine, welche der Bindung und Migration von Leukozyten dienen, und Integrine, die die 
Interaktionen mit der Basalmembran vermitteln. Zudem synthetisieren sie zahlreiche 
biologisch aktive Substanzen, die an wichtigen Funktionen wie der Blutgerinnung und 
Regulation des vaskulären Tonus beteiligt sind (Junquiera et al., 2002; Cines et al., 1998; 
Griendling und Alexander, 1996; Wagner, 1993).  
Die Endothelzellen vieler Spezies besitzen typische Zellorganellen, die Weibel-Palade-
Bodies, die spezifische Faktoren, wie beispielsweise den von-Willebrand-Faktor, enthalten, 
der die Adhäsion von Thrombozyten an geschädigtes Endothel vermittelt (Wagner, 1993). 
 
2.1.1. Molekulare Struktur und Funktion der Zellmembran 
 
Die Zellmembran, die äußere Begrenzung der Zellen, stellt eine selektiv permeable Barriere 
gegenüber dem äußeren Milieu dar. Sie erfüllt eine Vielzahl von Funktionen und ist unter 
anderem am Stoffaustausch mit der Umgebung, an der Zellbewegung und an den 
Reaktionen der Zelle auf Reize beteiligt. 
Die Zellmembran setzt sich zusammen aus einer Doppellipidschicht, welche hauptsächlich 
aus Phospholipiden und Cholesterol besteht (Spector und Yorek, 1985). In diese 
Lipidmembran sind eine Vielzahl unterschiedlichster Proteine und Kohlenhydrate ein- und 
angelagert (Hadorn und Wehner, 1974). Die Lipide in der doppellagigen 
Lipidmembranschicht bestimmen die Stabilität der Zellmembran. Durch Modifikation der 
Fettsäuren in der Membran kann die Fluidität verändert werden, ein hoher Anteil 
ungesättigter Fettsäuren erhöht die Fluidität, ein hoher Gehalt an Cholesterol vermindert die 
Mobilität der Moleküle in der hydrophoben Schicht der Lipiddoppelmembran (Spector und 
Yorek, 1985). Die Proteine erfüllen eine Vielzahl von Funktionen. So gibt es unter ihnen 
Rezeptoren, die die Bindung von Makromolekülen vermitteln. Ebenso gehören zu ihnen die 
Antigene, welche die art- und zellspezifischen Oberflächeneigenschaften der Zelle 
bestimmen (Hadorn und Wehner, 1974). Eine weitere Gruppe sind Tunnelproteine, welche 
den Austausch von Ionen und Molekülen für den Zellstoffwechsel ermöglichen. Eine 
Beeinflussung der Lipide der Zellmembran führt auch zu Veränderungen in der Aktivität der 
Proteine in der Membran (Spector und Yorek, 1985). 
 
2.1.2. Molekulare Struktur und Funktion der Glykokalix 
 
Die Glykokalix ist ein Saum aus Glykolipiden, Glykoproteinen und Glykosaminoglykanen an 
der Außenfläche der Zellmembran. In ihr befinden sich spezifische Rezeptoren für 
Antikörper und Hormone, zudem ist sie verantwortlich für den Zusammenhalt der Zellen im 
Zellverband. Auch an der Oberfläche der Endothelzellen findet sich diese Schicht 
membrangebundener Makromoleküle mit überwiegend negativer Ladung (Reitsma et al., 
2007; Pries und Kuebler, 2006; Fu et al., 2003; Stace und Damiano, 2001; Luft, 1966). Luft 
(1966) wies erstmals deren Existenz bei Endothelzellen mittels Färbung durch Rutheniumrot 
elektronenmikroskopisch nach. Er fand an der luminalen Oberfläche der kapillären 

2 



Literaturübersicht 
 

 3

Endothelzellen von Ratten unregelmäßig strukturierte, etwa 20 nm dicke elektronendichte 
Schichten. 
Anhaftend an die endotheliale Glykokalix finden sich weiterhin Plasmaproteine, welche nicht 
kovalent gebunden sind (Reitsma et al., 2007). Somit stellt die Glykokalix nur einen Teil 
einer Schicht an der Oberfläche der Endothelzellen dar, die als „endothelial surface layer“ 
bezeichnet wird (Pries et al., 2000). 
Die Darstellung der Dimension der Glykokalix variiert stark in Abhängigkeit von den 
eingesetzten Färbemethoden (Fassel und Edminston, 1999; Fassel et al., 1998) und den 
untersuchten Gefäßen. In elektronenmikroskopischen Studien stellt sie sich durchschnittlich 
als 50-100 nm dicke Schicht dar (Stace und Damiano, 2001; Pries et al., 2000). In den 
Kapillaren der Skelettmuskulatur von Ratten ist die Glykokalix etwa 100 nm dick (Brown et 
al., 1996). Haldenby et al. (1994) machten die Glykokalix mittels Färbung durch Alcian Blau 
elektronenmikroskopisch sichtbar. Sie untersuchten Arterien bei Kaninchen und fanden hier 
eine Schichtdicke von 45 bis 80 nm. Van den Berg et al. (2003) gaben für Kapillaren im 
Herzen der Ratte bei Alcian Blau-Färbung Werte zwischen 180 bis 510 nm an, während 
Untersuchungen an Froschkapillaren Werte zwischen 50-100 nm ergaben (Squire et al., 
2002). 
In vivo Experimente zeigten jedoch, dass die Glykokalix deutlich dicker ist. Hier wurden 
Werte zwischen 400-500 nm gemessen (Henry und Duling 1999; Vink und Duling, 1996). 
Diese Diskrepanz beruht auf der Dehydratation durch die angewendeten 
Fixierungsmethoden (Stace und Damiano, 2001).  
Die luminale endotheliale Glykokalix beeinflusst nachhaltig die Wechselwirkungen zwischen 
Blutbestandteilen und Endothelzellen (Reitsma et al., 2007; Stace und Damiano, 2001; 
Damiano, 1998; Secomb et al., 1998). Sie bildet eine selektive Barriere für die Diffusion von 
Molekülen in die Zellen und die umliegenden Gewebe (Reitsma et al., 2007; Fu et al., 2003; 
Baldwin und Thurston, 2001; Pries et al., 2000; Vink und Duling, 2000), vermittelt über 
spezielle Glykoproteine beispielsweise die Aufnahme Peptid-markierter Liposomen (Fretz et 
al., 2004) oder behindert durch sterische Abstoßung die Bindung inerter Mikrosphären an 
der Zelloberfläche (Mulivor und Lipowsky, 2002).  
Bei der Regulation des Blutkreislaufes wirken spezifische Heparansulfatreste in der 
Glykokalix als Vermittler für shear stress (Pahakis et al., 2007; Florian et al., 2003). Der 
Blutfluss wird stark durch die Glykokalix beeinflusst, da sie den Widerstand in den Kapillaren 
erhöht (Tarbell und Ebong, 2008; Florian et al., 2003; Pries et al., 1997). Durch 
Entzündungen oder nach Reperfusion der Gefäße in ischämischen Gebieten wird die 
Schichtdicke der Glykokalix verringert und ihre Kontinuität zerstört (Mulivor und Lipowsky, 
2004; Beresewicz et al., 1998). Wird die Integrität der Glykokalix zerstört, so können sich 
Gewebsödeme bilden (van den Berg et al., 2003). 
 
2.1.3. Endotheliale Heterogenität 
 
Das vaskuläre Endothel stellt eine sehr heterogene Zellpopulation dar, die organ-, spezies- 
und entwicklungsphasenspezifische Unterschiede aufweist (Langenkamp und Molema, 
2009; Conway und Carmeliet, 2004; Plendl et al., 2002b; Plendl et al., 1992). Dies belegen 
sowohl in vitro als auch in vivo Studien. 
In einer umfassenden Studie wiesen Chi et al. (2003) deutliche Unterschiede im 
Genexpressionsprofil von Endothelzellen verschiedener Gefäß- und Organursprünge nach, 
z.B. zwischen mikrovaskulären Endothelzellen und solchen, die aus großen Gefäßen isoliert 
wurden. Ebenso identifizierten sie spezielle Gene, die spezifisch in arteriellen bzw. venösen 
Gefäßen exprimiert werden. Mittels immunhistochemischer Untersuchungen wurden 
Unterschiede in der Lokalisation von verschiedenen Oberflächenantigenen und Proteinen 
nachgewiesen (Plendl et al., 2000; Plendl et al. 1996a).  
Die Heterogenität des Endothels ist jedoch nicht nur auf Gefäß- und Organursprung 
beschränkt. Mikrovaskuläre Endothelzellen innerhalb eines Organs zeigten in vitro 
Heterogenität (Staton et al., 2009; Käßmeyer, 2006; Chi et al., 2003; Plendl, 1996a, b).  
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In vivo wurde unter anderem mittels Immunfluoreszenz und Lektinbindung die Heterogenität 
des vaskulären Endothels abhängig von Spezies, Alter, Gewebe und Organ belegt 
(Brouland et al., 1999; Augustin et al., 1995). 
 
2.1.4. Apoptose 
 
Apoptose bezeichnet den programmierten Zelltod, der in jeder Zelle induziert werden kann. 
Sie ist während der embryonalen Entwicklung sowie für die Aufrechterhaltung des zellulären 
Gleichgewichts im adulten Organismus von großer Bedeutung (Segura et al., 2002; 
Dimmeler und Zeiher, 2000). 
Apoptose ist ein energieabhängiger Prozess, bei dem im Gegensatz zu anderen Formen 
des Zelltodes, wie beispielsweise der Nekrose, die Integrität der Zellorganellen über einen 
langen Zeitraum erhalten bleibt (Häcker, 2000). Zudem wird die Apoptose einer Zelle nicht 
von einer Entzündung in der Umgebung begleitet (Stefanec, 2000). 
Apoptose ist durch charakteristische morphologische Veränderungen einer Zelle definiert. 
Initial stehen der Verlust der Zellfortsätze und die Chromatinkondensation im Vordergrund. 
Die kondensierte DNA lagert sich an die Kernwand an (Kernwandhyperchromasie), der Kern 
schrumpft (Kernpyknose) und zerfällt (Karyorrhexis, Karyolysis). Das Zytoplasma wird in 
sogenannten apoptotischen Körperchen abgeschnürt, die auch Zellorganellen enthalten 
(Häcker, 2000). Diese apoptotischen Körperchen werden rasch durch benachbarte Zellen 
phagozytiert und abgebaut (Abbro et al., 2004; Saraste, 1999). Diese schnell erfolgende 
Phagozytose verhindert die Entstehung einer Entzündung (Dini et al., 1995). 
Der Prozess der Apoptose wird von Caspasen, einer Familie intrazellulärer Proteasen, 
vermittelt. Es sind bisher drei Wege bekannt auf denen die Caspasen aktiviert werden 
können: der Rezeptor-vermittelte Weg, der Mitochondrien-vermittelte Weg und der durch 
das Endoplasmatisches Retikulum vermittelte Weg (van Cruchten und van den Broeck, 
2002).  

Bei der Rezeptor-vermittelten Apoptose bindet ein Apoptose-induzierender Ligand an 
einen spezifischen, membrangebundenen Rezeptor. Dieser wird dadurch aktiviert und 
spaltet die Procaspasen zu aktiven Caspasen (Caspase-8). Ein bekannter Ligand für die 
Rezeptor-vermittelte Apoptose ist der Tumor Nekrose Faktor α.  
Die Mitochondrien-vermittelte Apoptose wird durch Freisetzung von Cytochrom c aus den 
Mitochondrien eingeleitet, welches in der inneren Mitochondrienmembran und im 
Intermembranraum der Mitochondrien lokalisiert ist. Das ins Zytosol entlassene Cytochrom c 
bindet an den Apoptose Protease aktivierenden Faktor (Apaf-1), der nach Komplexbildung 
mit Adenosintriphosphat (ATP) die Procaspase-9 zur Caspase-9 aktiviert. Dieser Weg der 
Apoptose wird beispielsweise durch Stickstoffmonoxid oder Strahlung aktiviert (van 
Cruchten und van den Broeck, 2002; Häcker, 2000). 
Mitochondrien sind nicht nur in dieser Hinsicht sondern auch durch zahlreiche andere 
Mechanismen an der Apoptose beteiligt. Sie vermitteln eine Veränderung des 
Elektronentransportes, setzen  pro- und anti-apoptotische Proteine frei und verändern die  
zellulären Redox-Reaktionen (Green und Reed, 1998). Ein sehr frühes Ereignis im Prozess 
der Apoptose ist die Umlagerung von Phosphatidylserin aus der inneren in die äußere 
Lamelle der Zellmembran. An lebenden Zellen kann durch Bindung von Annexin-V an 
Phosphatidylserin die Induktion der Apoptose bereits sehr zeitig nachgewiesen werden 
(Bose et al., 2004).  
Ein dritter Weg der Apoptoseinduktion wird über das Endoplasmatische Retikulum vermittelt. 
Es wurde beobachtet, dass nach Applikation von Stressoren des Endoplasmatischen 
Retikulums Apoptose induziert wird, hierbei spielt die Caspase-12 eine wichtige Rolle. 
Dieser Weg scheint unabhängig von den beiden oben beschriebenen Wegen zu sein. 
Die aktivierten Caspasen aktivieren nun weitere Caspasen. Eine Schlüsselfunktion nimmt 
hierbei die Caspase-3 ein, diese spaltet zytoplasmatische und nukleäre Proteine.  Somit 
werden nukleäre DNAsen aktiviert. (Häcker, 2000). Die DNA wird in spezifischen Bereichen 
zwischen den Nucleosomen gespalten, so dass typischerweise Bruchstücke gleicher Länge 
(146 Basenpaare) entstehen (Nagata et al., 2003; López-Collazo et al., 1997).  
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Die Regulation der Apoptose erfolgt durch eine Reihe von Genprodukten, wie 
beispielsweise dem anti-apoptotisch wirkenden Protein Bcl-2, welches in Mitochondrien,  im 
Endoplasmatischen Retikulum und in der Kernhülle zu finden ist. Ein Beispiel für ein 
Apoptose-förderndes Protein ist Bax (Gerber et al., 1998). Bax fördert die Bildung von Poren 
in Lipiddoppelmembranen, ermöglicht damit die Freisetzung von Cytochrom c aus den 
Mitochondrien und erhöht die Diffusion von Lipiden zwischen den Membranen (Epand et al., 
2003; Yethon et al., 2003; van Cruchten und van den Broeck, 2002). Die 
Permeabilitätssteigerung von Lipidmembranen durch Bax kann beispielsweise durch 
Fettsäuren erhöht werden (Epand et al., 2004). Über die Proteine der Bcl2-Familie ist zudem 
eine Interaktion zwischen Rezeptor-vermittelter und Mitochondrien-vermittelter Apoptose 
gegeben, da die im Rahmen der rezeptor-vermittelten Apoptose aktivierte Caspase-8 das 
Protein BID aktiviert, das in der Mitochondrienmembran sitzt und zur Familie der Bcl2-
Proteine gehört. Die Aktivierung von BID führt nun ebenfalls zu einer Freisetzung von 
Cytochrom c aus den Mitochondrien (van Cruchten und van den Broeck, 2002).  
Die Expression der regulierenden Genprodukte kann durch äußere Faktoren beeinflusst 
werden. So löst der Entzug von Serum aus dem Nährmedium die Apoptose von in vitro 
kultivierten Endothelzellen aus (Bombeli et al., 1999). Der Vascular Endothelial Growth 
Factor (VEGF), der Fibroblast Growth Factor (FGF) oder Albumin hingegen wirken in 
bestimmten Konzentrationen dieser durch Serumentzug induzierten Apoptose entgegen 
(Gerber at al., 1998; Zoellner at al., 1996; Araki et al., 1990). 
 
2.1.5. In vitro Kultivierung von Endothelzellen 
 
Endothelzellen können aus zahlreichen Organen und Geweben isoliert, in vitro kultiviert und 
für Studien eingesetzt werden (Gimbrone et al., 1974). Bereits 1980 konnten Folkman und 
Haudenschild in einer Langzeitkultur von Endothelzellen die Ausbildung kapillarähnlicher 
Strukturen mit Lumenbildung beobachten.  
Im Laufe der Zeit wurden zahlreiche Assays entwickelt, die zur Erforschung der 
kaskadenartigen Stadien der Angiogenese herangezogen wurden (Auerbach et al., 2003, 
Auerbach et al., 2002). So kann die Migration von Endothelzellen in einer Boyden-Kammer 
untersucht werden, bei der die eingesäten Endothelzellen durch einen Filter in Richtung 
eines chemotaktischen Stimulus migrieren (Sala et al., 2002). Studien zur Proliferation von 
Endothelzellen basieren unter anderem auf Zellzählung oder Inkorporation von 
Markersubstanzen (Ulrich-Merzenich et al., 2002). 
Auch  die Differenzierung von Endothelzellen zu kapillarähnlichen Strukturen kann in vitro 
untersucht werden (Auerbach et al., 2000; Iruela-Arispe et al., 1991). Hierfür wurden 
zahlreiche Modelle entwickelt, die auch eine Quantifizierung der Angiogenese ermöglichen 
(Bahramsoltani und Plendl, 2004; Auerbach et al., 2003; Bahramsoltani, 2003; Auerbach et 
al., 2000). Prinzipiell unterscheidet man zwei- und dreidimensionale Modelle der 
Angiogenese (Lienau et al., 2005; Lienau, 2003, Vailhé et al., 2001). Bei zwei-dimensionalen 
Modellen bilden sich die kapillarähnlichen Strukturen planar zum Boden einer mit adhäsiven 
Proteinen oder Gelen (Kollagen Typ IV oder V, Matrigel, Gelatine) beschichteten 
Kulturschale aus (Vailhé et al., 2001; Auerbach et al., 2000; Ingber und Folkman, 1989a,b). 
Bei dreidimensionalen Modellen hingegen bildet sich ein Netzwerk kapillarähnlicher 
Strukturen aus. Hierfür wird meist ein geeignetes dreidimensionales Substrat vorgelegt 
(Matrigel, Gele mit Kollagen oder Fibrin), in dem sich die Zellen vermehren und strukturieren 
(Segura et al., 2002). Endothelzellkulturen sind jedoch auch in der Lage, ihr eigenes 
Substrat zu synthetisieren und in diesem dann dreidimensionale Netzwerke zu bilden 
(Lienau, 2003). 
Zur Untersuchung der Interaktionen zwischen Endothelzellen und anderen Zellen wurden 
Kokulturmodelle entwickelt, welche die Situationen in vivo simulieren sollen. Kokulturmodelle 
von Endothelzellen mit Granulosazellen stellen die Gegebenheiten im bovinen Corpus 
luteum nach und bilden somit ein in vitro Modell dieses Organs (Plendl et al., 2002; Fuchs-
Schönleber, 1999). Zudem wurden Kokulturen von Endothelzellen mit glatten Muskelzellen 
(Sakuda et al., 1992) oder Fibroblasten (Staton et al., 2009; Velázquez, 2002; Bishop et al., 
1999) entwickelt. 
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2.2. Blutgefäße 
 
2.2.1. Entwicklung des Blutgefäßsystems 
 
2.2.1.1. Vaskulogenese 

 
Die ersten Blutgefäße bilden sich in der frühen Embryonalentwicklung durch 
Vaskulogenese. Dies bezeichnet die de novo Synthese von Blutgefäßen aus den 
mesenchymalen Blutinseln (Risau und Flamme, 1995). Die außen liegenden 
Progenitorzellen differenzieren sich zu Endothelzellen, während sich aus den innen 
liegenden Zellen die Blutzellen entwickeln (Carmeliet, 2000; Sariola, 1985). Endothelzellen 
und Blutzellen besitzen eine gemeinsame Progenitorzelle, den Hämangioblasten (Choi et 
al., 1998; Eichmann et al., 1997).  
Der Prozess der Vaskulogenese jedoch nicht nur auf die Embryonalentwicklung beschränkt, 
sondern findet auch im adulten Organismus statt (Conway und Carmeliet, 2004; Ribatti et 
al., 2001). Im Blut finden sich zirkulierende Progenitorzellen, die sich zu Endothelzellen oder 
glatten Muskelzellen differenzieren können (Caplice und Doyle, 2005). Diese 
Progenitorzellen lagern sich möglicherweise in Bereichen physiologischer und 
pathologischer Neovaskularisation an die Gefäßwand an, differenzieren zu Endothelzellen 
und proliferieren in situ (Murasawa und Asahara, 2005; Rumpold et al., 2004). Als Ursprung 
dieser Zellen wird das Knochenmark angesehen (Conway und Carmeliet, 2004; Lin et al., 
2000; Rafi, 2000; Asahara et al., 1999; Asahara et al., 1997). 
Auch in Endothelzellkulturen in vitro, die aus dem adulten bovinen Ovar isoliert wurden, geht 
die Blutgefäßbildung teilweise von endothelialen Progenitorzellen aus. In einem in vitro-
Modell der Angiogenese von Endothelzellen des bovinen Ovars wurden endotheliale 
Progenitorzellen identifiziert. Hier werden durch Progenitorzellen die Vaskulogenese und 
damit die Bildung der kapillarähnlichen Strukturen ausgelöst (Käßmeyer und Plendl, 2009). 
 
2.2.1.2. Angiogenese 
 
Nach Ausbildung eines primären Gefäßnetzes durch Vaskulogenese erfolgt das weitere 
Wachstum der Gefäße durch Angiogenese und Intussuszeption (Patan 2004; Risau, 1997). 
Im adulten Organismus ist die Angiogenese der vorherrschende Mechanismus zur Bildung 
von Blutgefäßen (Vailhé et al., 2001). 
Angiogenese bezeichnet das Wachstum und Remodelling des kapillären Gefäßnetzwerkes 
(Folkman, 2003). Die Aussprossung der Blutgefäße aus bereits bestehenden Gefäßen 
erfolgt hierbei durch Proliferation, Migration und dreidimensionale Organisation von 
Endothelzellen. Angiogenese findet beim Adulten physiologischerweise nur während des 
Zyklus in Ovar und Uterus, während der Gravidität in Plazenta und Milchdrüse und während 
der aktiven Phase des Haarwachstums im Haarfollikel statt (Plendl et al., 2002a; Augustin, 
2000; Mecklenburg et al., 2000; Plendl, 2000; Modlich et al., 1996; Matsumoto et al., 1992). 
Ein Beispiel der pathophysiologischen Angiogense ist die Wundheilung. Pathologische 
Angiogenese tritt bei einer Vielzahl von Erkrankungen (Tumoren, chronischen 
Entzündungen, Rheuma, Psoriasis, Periodontitis) in Erscheinung (Folkman, 2007; Koch, 
1998; Majno, 1998; Polverini, 1995). 
 
2.2.1.2.1. Angiogene Kaskade 

 
Der erste Schritt in der angiogenen Kaskade besteht in der Ablösung der Endothelzellen 
von der Basalmembran durch Abbau der extrazellulären Matrix. Dann kann die Migration 
der Endothelzellen zum Ort des angiogenen Stimulus einsetzen (Patan 2004; Risau, 1997; 
Folkman, 1982). Hierfür wird eine Vielzahl proteolytischer Enzyme aus dem Plasminogen-
Aktivator- (PA) und dem Matrix-Metalloproteinase-System (MMP) in den Endothelzellen, den 
Perizyten und anderen Zellen des umliegenden Gewebes exprimiert. Die Expression dieser 
Proteasen wird durch verschiedene lösliche Faktoren reguliert (Pintucci et al., 1996). 
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Nach der Migration der ersten Endothelzellen zum Ort des angiogenen Stimulus 
erfolgt deren Proliferation am Ursprung des entstandenen Sprosses, die zu dessen 
Verlängerung führt. Die Proliferation wird unter anderem stimuliert durch Faktoren, die aus 
der degradierten Matrix freigesetzt werden (Pepper, 1997). Die gebildeten Zellsprosse 
fusionieren an der Spitze und bilden so eine Schlinge (Folkman, 1982). Dieser Prozess der 
Migration und Proliferation wird durch Ausbildung einer Basalmembran abgeschlossen.  

Der anschließende Prozess der Lumenbildung wird insbesondere durch 
Vakuolisierung und Apoptose von Endothelzellen vermittelt (Kubota et al., 1988). 
Durch Fusion von Vakuolen benachbarter Endothelzellen bildet sich ein Lumen aus, 
welches von nur einer Zelle begrenzt wird (Bayless und Davis, 2002; Bayless et al., 2000; 
Davis und Camarillo, 1996). Wenn intrazelluläre Vakuolen mit dem interzellulären Spaltraum 
fusionieren, entsteht ein Lumen, welches durch mehrere Zellen begrenzt wird (Meyer et al., 
1997).  
Zentral im Spross liegende Endothelzellen werden apoptotisch und erweitern somit das 
Lumen, welches zunächst noch mit Detritus gefüllt ist. Diese Zelltrümmer werden von den 
umliegenden Zellen abgebaut (Peters et al., 2002; Meyer et al., 1997, Kubota et al., 1988).  

Die endgültige Stabilisierung und Reifung des Gefäßes erfolgt durch Rekrutierung 
perivaskulärer Zellen, wie Perizyten und Myozyten (Patan 2004; Augustin, 2000; Carmeliet, 
2000; Benjamin et al., 1998; Goede et al., 1998; Hirschi und D´Amore, 1997; Risau, 1997; 
Skalak und Price, 1996; Tontsch und Bauer, 1991). 
 
2.2.1.2.2. Regulation der Angiogenese 
 
Angiogenese wird durch eine Vielzahl pro- und anti-angiogener Faktoren  gesteuert 
(Karamysheva A., 2008; Tomanek und Schatteman, 2000; Desai und Libutti, 1999; Iruela-
Arispe und Dvorak, 1997; Schott und Morrow, 1993). 
Bei den pro-angiogenen Faktoren lassen sich direkt und indirekt wirkende Faktoren 
unterscheiden. Die indirekt wirkenden Angiogenesestimulatoren entfalten ihre pro-
angiogene Wirkung, indem sie die Bildung und Freisetzung von direkt wirkenden 
Angiogenesestimulatoren auslösen. Hier sind besonders der Tumor Necrosis Factor alpha 
(TNF) und der Transforming Growth Factor (TGF) charakterisiert. Die direkt wirkenden 
Angiogenesestimulatoren können unterschieden werden zwischen solchen, die direkt auf 
Endothelzellen als einzige Zielzellen wirken, oder aber solchen, die auch noch weitere 
Zielzellen aktivieren. Direkt auf die Endothelzellen wirken beispielsweise Stimulatoren aus 
der Familie der Vascular Endothelial Growth Factors (VEGF) sowie die Angiopoetine. 
Dahingegen wirkt beispielsweise der Fibroblast Growth Factor (FGF) nicht nur auf die 
Endothelzellen, er aktiviert auch eine Reihe weiterer Zielzellen wie glatte Muskelzellen und 
Neuronen (Karamysheva A., 2008; Klagsbrun und Moses, 1999; Ingber und Folkman, 
1989a).  
In einem gesunden Organismus ist ein Gleichgewicht zwischen pro- und anti-angiogenen 
Faktoren notwendig. Die anti-angiogenen Faktoren unterdrücken Migration und  Proliferation 
der Endothelzellen, hemmen deren enzymatische Aktivität oder verhindern die Ausbildung 
funktionsfähiger Kapillaren, z.B. durch Unterdrückung der Apoptose. Zu diesen anti-
angiogenen Faktoren zählen u. a. Angiostatin, ein Fragment des Plasminogens, und 
Endostatin, ein Fragment von Kollagen VIII, aber auch Steroidhormone (Folkman, 2004; 
Tuszynski et al., 2002; Ergun et al., 2001; Folkman und Ingber, 1987). 

 
2.2.1.3. Intussuszeption 
 
Ein weiterer Mechanismus der Bildung neuer Gefäße ist die Intussuszeption. Im Zuge 
dieses Prozesses entstehen neue Gefäße aus bereits vorhanden Gefäßen durch Teilung 
des Gefäßlumens (Patan 2004; van Groningen et al., 1991; Caduff et al., 1986). Hierbei 
schiebt sich eine Endothelzelle in das Gefäßlumen vor und nimmt Kontakt zum 
gegenüberliegenden Endothel auf. Es entsteht ein transkapillärer Pfeiler (Burri und Tarek, 
1990). Durch weitergehende Umlagerung von Endothelzellen wird das Lumen vollständig 
gespalten und es bilden sich zwei Gefäße aus (Hirschberg und Plendl, 2005; Plendl, 2002a).  
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Der Vorgang der Intussuszeption wird in vielen Organen, vor allem aber in der Lunge und im 
Auge beobachtet, besonders während der embryonalen und der frühen postnatalen 
Entwicklung (Plendl, 2002a; Risau, 1997; Patan et al., 1993; Patan et al., 1992; van 
Groningen et al., 1991). 
 
2.2.2. Vaskularisation von Neoplasien 
 
Ohne Rekrutierung eines eigenen Blutgefäßsystems ist das Wachstum und die 
Metastasierung eines Tumors nicht möglich. Eine ausreichende Ernährung durch Diffusion 
ist nur bis zu einem Tumordurchmesser von etwa 2-3 mm möglich, für weiteres Wachstum 
benötigt der Tumor ein eigenes Gefäßbett (Hicklin und Ellis, 2005; Paku 1998; Folkman und 
Shing, 1992; Folkman, 1971). Ohne dieses verharrt er in einem ruhenden Stadium, der 
prävaskulären Phase (Pepper, 1997; Folkman, 1992), in der sich Tumorzellproliferation und 
–apoptose das Gleichgewicht halten (Carmeliet und Jain 2000, Pepper, 1997).  
Die Gefäße eines Tumors entstehen durch Sprossung oder Intussuszeption aus bereits 
bestehenden Gefäßen. Aber auch im Blut zirkulierende endotheliale Vorläuferzellen aus 
dem Knochenmark sind an der Entstehung der Tumorgefäße beteiligt sein (Pang und Poon, 
2006; Carmeliet und Jain, 2000; Paku, 1998). 
Viele Tumorzellen bilden pro-angiogene Substanzen, wie beispielsweise den Vascular 
Endothelial Growth Factor, VEGF (Folkman und Hanahan, 1991). Schon 1970 konnten 
Folkman und Mitarbeiter einen Faktor aus Tumoren isolieren, der die Angiogenese 
stimuliert. Der Tumor kann jedoch auch Zellen, beispielsweise Makrophagen oder 
Thrombozyten, rekrutieren, die pro-angiogene Faktoren freisetzen (Pinedo et al., 1998; 
Folkman, 1992) und damit Angiogenese induzieren (Folkman, 1985; Shing et al., 1985). 
Dieser Vorgang wird als „angiogenic switch“ bezeichnet (Carmeliet und Jain, 2000; Bouck et 
al., 1996; Folkman, 1995). Die Tumorzellen sind dann in der Lage, sich weiter zu 
vermehren, wodurch die räumliche Ausdehnung der Geschwulst über den 
diffusionsbedingten Schwellenwert hinaus möglich ist (Folkman, 1992). Der Anschluss an 
das Blutgefäßsystem ermöglicht zudem die hämatogene Metastasierung (Carmeliet und 
Jain, 2000; Kumar et al., 1999; Paku 1998). 
Die von Tumorzellen induzierte Angiogenese hat eine tumorspezifische Blutgefäßbildung zur 
Folge. Das Gefäßbett eines Tumors weist zahlreiche Besonderheiten auf. Die Gefäße und 
Kapillaren sind häufig sehr unregelmäßig im Durchmesser, stark gewunden und oftmals 
über Anastomosen verbunden (Carmeliet und Jain, 2000). Abhängig von ihrer Lokalisation 
sind Gefäße des Tumors, bedingt durch die besonderen Druckverhältnisse, abschnittsweise 
kollabiert (Jain, 1988). Die endotheliale Auskleidung ist stellenweise unterbrochen und weist 
ein unterschiedliches Maß an Fenestration, transzellulären Poren und interzellulären Lücken 
verschiedener Größe auf, wodurch die Gefäße stark durchlässig werden (Hashizume et al., 
2000; Hobbs et al., 1998).  
Zudem wurde in bestimmten Tumoren „vaskuläre Mimikry“ beobachtet. Dies bedeutet, dass 
nicht-endotheliale Zellen die Funktion von Endothelzellen übernehmen und sich an der 
Bildung von Blutgefäßen beteiligen (Ribatti et al., 2003). Solcherart gebildete 
„Mosaikgefäße“, die überwiegend aus Tumorzellen bestehen,  treten beispielsweise im 
uvealen Melanom auf (Hendrix et al., 2003). Aber auch in anderen Tumoren (Mamma-, 
Kolon-, Ovarkarzinom, Osteosarkom) wurden Hinweise auf das Vorhandensein von 
Mosaikgefäßen gefunden. (Cai et al., 2004; Sun et al., 2004). Vaskuläre Mimikry begünstigt 
die hämatogene Ausbreitung des Tumors durch Abschwemmen der Tumorzellen (Folkman, 
2001; McDonald und Foss, 2000; Paku, 1998). 
Viele der durch die Tumor-Angiogenese neugebildeten Gefäße reifen nicht endgültig aus. 
So rekrutieren sie teilweise keine stabilisierenden Perizyten. Oftmals haften die 
Endothelzellen nur an einer provisorischen extrazellulären Matrix an und sind dadurch 
sensibler gegenüber gefäßschädigenden Faktoren (Benjamin et al., 1999; Paku, 1998). 
Solche unreifen Gefäße bilden sich nach Entzug von VEGF wieder zurück, während reife 
Gefäße mit Perizyten bestehen bleiben (Benjamin et al., 1999). 
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2.2.3. Angiotherapie 
 
Angiogenese ist maßgeblich an vielen Erkrankungen beteiligt. So findet sich beim 
Tumorwachstum und bei rheumatischen Erkrankungen erhöhte Angiogenese, während 
Angiogenese bei ischämischen Zuständen meist verringert ist.  Aus dieser Tatsache 
entwickelte sich die Idee, neue Therapiemethoden auf Basis einer Manipulation der 
Angiogenese zu etablieren (Chen et al., 2009; Folkman, 2007; Pepper, 1997). Der große 
Vorteil der Angiotherapie besteht in der Lokalisation der Endothelzellen. Sie sind dem 
Blutfluss direkt exponiert, womit ein schnelles und einfaches Erreichen der Zielzellen 
gegeben ist (Pand und Poon, 2006). Zudem wird von einer niedrigen Therapieresistenz der 
Endothelzellen ausgegangen, da diese genetisch sehr stabil sind (Folkman, 2007; Longo et 
al., 2002). 
Bei ischämischen Zuständen besteht das Ziel der Therapie in einer Induktion der 
Angiogenese zur Bildung neuer Blutgefäße. Erkrankungen mit erhöhter Gefäßbildung sollen 
durch Anti-Angiogenese, einer Unterdrückung der Gefäßneubildung, oder durch Zerstörung 
oder Rückbildung bereits bestehender Gefäße behandelt werden (Folkman, 2004; Kruger et 
al., 2001; Folkman und Ingber, 1992).  
Bei pro- und anti-angiogenen Therapien soll eine spezifische Induktion der Angiogenese 
oder Anti-Angiogenese nur im Zielgebiet erreicht werden, um Nebenwirkungen durch 
Störung der Angiogenese in anderen Organen zu vermeiden. 
 
2.2.3.1. Pro-angiogene Therapie 
 
Pro-angiogene Therapien werden zur Wundheilung erforscht. Hier wurden in Tierversuchen 
beschleunigte Wund- und Knochenheilung durch Einsatz von Wachstumsfaktoren wie den 
Fibroblast Growth Factors (FGFs) und dem Plättchenfaktor (PDGF, platelet-derived growth 
factor) nachgewiesen (Hiraizumi et al., 1996; Duffy et al., 1995). Auch der Einsatz von VEGF 
und bFGF nach einem Myokardinfarkt zeigte eine beschleunigte Vaskularisierung mit 
Bildung von Kollateralgefäßen im Infarktgebiet (Yoon et al., 2004; Unger et al., 1994).  
 
2.2.3.2. Anti-angiogene Therapie zur Behandlung von Tumoren 
 
Insbesondere im Bereich der Tumortherapie wird die Strategie einer anti-angiogenen 
Therapie intensiv verfolgt (Chang et al., 2009; Chen et al., 2009; Siemann et al., 2005; 
Browder et al., 2000; Sacco et al., 2000, Bendas et al., 1999). Hierbei liegt das Ziel 
entweder in der Unterdrückung der Gefäßneubildung (anti-angiogen) oder in der Zerstörung 
bereits vorhandener Gefäße (disruptiv). Die erste Methode kann vor allem präventiv wirken, 
um ruhende Tumoren an Wachstum und Ausbreitung zu hindern, während die disruptive 
Methode in fortgeschrittenen Stadien einer neoplastischen Erkrankung Einsatz findet, um 
bestehende solide, eventuell bereits gegen Chemotherapeutika resistente Tumoren durch 
Unterbrechung der Blutzufuhr auszuhungern (Chang et al., 2009; Dabbas et al., 2008, 
Siemann et al., 2005; Kunstfeldt et al., 2003; Browder et al., 2000). 
Zum Einsatz kommen häufig anti-angiogene Wirkstoffe, wie Angiostatin und Endostatin. Der 
erste zugelassene anti-angiogene Wirkstoff war Bevacizumab, ein monoklonaler Antikörper 
gegen VEGF, der 2004 zur Behandlung von Kolontumoren zugelassen wurde (Folkman, 
2007; Hicklin und Ellis, 2006). Diese anti-angiogenen Wirkstoffe müssen über einen 
längeren Zeitraum appliziert werden, um ihre Wirksamkeit zu entfalten. Die Herstellung der 
wirksamen Peptide in Reinform ist sehr aufwändig. Aus diesem Grunde wird vielfach in der 
Angiotherapie auch der Gentransfer solcher Nucleinsäuren erforscht, die für diese anti-
angiogenen Wirkstoffe kodieren (Dell´Eva et al., 2002). Aber auch die Inhibition der Bildung 
angiogener Wirkstoffe durch Gentransfer von anti-sense Oligonucleotiden, die an die DNA 
oder RNA binden und somit die Exprimierung dieser Genprodukte verhindern, wird erforscht 
(Tomanek und Schatteman, 2000). 
Erste Versuche mit anti-angiogenen Medikamenten zeigten in präklinischen Studien 
zunächst deutliche Erfolge in vivo (Chang et al., 2009). Der Einsatz in klinischen Studien ist 



Literaturübersicht  
 
derzeit noch nicht befriedigend etabliert (van Kempen und Leenders, 2006). Dies beruht 
unter anderem auf suboptimalen Therapiezeitplänen oder Schwierigkeiten im Studiendesign, 
zudem sind die Therapieerfolge nur transient, so kommt es häufig zu einer Resistenzbildung 
gegen die anti-angiogenen Substanzen (Bergers und Hanahan, 2008; Longo et al., 2002). 
Derzeit werden anti-angiogene Tumortherapien nur unterstützend mit einer Chemotherapie 
eingesetzt (Goh et al., 2007; Pang und Poon, 2006). 
 
2.3. Liposomen 
 
Durch Aneinanderlagerung von amphiphilen Lipidmolekülen in hydrophilem Milieu entstehen 
sphärische Partikel, die Liposomen. Erstmals wurden sie 1964 von Bangham et al. 
beschrieben. Liposomen bestehen aus einer oder mehreren konzentrisch angeordneten 
Lipiddoppelmembranen, welche hohe strukturelle Ähnlichkeit mit der Zellmembran 
aufweisen. Liposomen wurden seit 1968 für Studien zur Funktion der biologischen 
Membranen genutzt (Sessa und Weissman, 1968). 
 
2.3.1. Morphologie der Liposomen 
 
Die Lipiddoppelmembranen umschließen eine wässrige Phase im Inneren der sphärischen 
Partikel. Entsprechend ihrer Größe und ihres Bestandes an Lipiddoppelmembranen 
unterscheidet man kleine unilamelläre Liposomen (small unilamellar vesicles, SUV), große 
unilamelläre Vesikel (large unilamellar vesicles, LUV) und multilamelläre Vesikel 
(multilamellar vesicles, MLV) (Lasic, 1998; Laverman et al., 1999). 
Die Oberflächenladung der Liposomen wird bestimmt durch die Ladung der einzelnen 
Lipidbestandteile. Es werden neutrale, anionische und kationische Liposomen unterschieden 
(Laverman et al., 1999; Drummond et al., 1999). 

 
2.3.2. Reaktivität der Liposomen 
 
In Abhängigkeit von den Wechselwirkungen mit Zellen und anderen Molekülen werden 
Liposomen weiterhin unterteilt in konventionelle, sterisch stabilisierte, polymorphe und 
zielgerichtete Liposomen (Huwyler et al., 2008; Lasic, 1998). 
Konventionelle Liposomen zeigen unspezifische Reaktionen mit anderen Stoffen oder 
Zellen und bestehen aus einfachen Lipiden und Phospholipiden ohne spezifische 
Modifikationen ihrer hydrophilen Kopfgruppen  (Drummond et al., 1999; Lasic, 1998) 
Sterisch stabilisierte Liposomen, auch Stealth-Liposomen genannt, werden unter 
Verwendung von Glykolipiden oder hydrophilen Polymeren hergestellt (Immordino et al., 
2006; Lasic, 1998; Allen, 1994). Als Polymer wird vielfach Polyethylenglykol (PEG) 
eingesetzt (Gabzion et al., 2008; Lasic, 1997), als Glykolipid wird beispielsweise das 
Gangliosid GM1 (Drummond et al., 1999) verwendet. PEG-Polymere sind inert, ungeladen 
und hydrophil. Sie umgeben die Liposomen somit wie eine Schutzhülle und erschweren 
durch sterische Abstoßung die Annäherung und Bindung anderer Moleküle an die 
Liposomen. Somit zeigen sterisch stabilisierte Liposomen eine verminderte 
Reaktionsfähigkeit mit anderen Molekülen, wie beispielsweise den Komplementfaktoren im 
Serum oder Serumproteinen, und dadurch eine verminderte Aufnahme durch Zellen des 
mononukleären Phagozytosesystems (Gabzion et al., 2006; Immordino et al., 2006; Bendas 
et al., 2003; Drummond et al., 1999; Düzgünes und Nir, 1999; Lasic, 1998; Lasic, 1997; 
Papahadjopoulos et al., 1991).  
Durch Anheftung spezifischer Liganden an die Liposomen (Funktionalisierung) entsteht eine 
weitere Gruppe, die sogenannten zielgerichteten (targeted) Liposomen (Nobs et al., 
2004). Die Liganden vermitteln eine Bindung an spezifische Moleküle oder 
Oberflächenstrukturen der Zellen. So werden Kohlenhydratreste wie Folsäure, Mannose, 
Transferrin und  Galactose an die Liposomenoberfläche gebunden. Diese vermitteln die 
Bindung und Aufnahme der Liposomen über spezifische Zelloberflächenrezeptoren (Engel 
et al., 2003; Gabizon et al., 2003; Leamon et al., 2003; Gijsens et al., 2002; Zhou et al., 
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2002; Barratt et al., 1986). Auch die Herstellung von Immunoliposomen ermöglicht die 
Bindung an spezielle Oberflächenantigene der Zellen. Hierfür werden Antikörper an die 
Liposomen gekoppelt. Die Antikörper können kovalent an die Lipidschicht der Lipsomen 
oder bei sterisch stabilisierten Liposomen auch an die PEG-Moleküle gebunden werden. 
Diese Antikörper binden nun an Antigene der Zelloberfläche. Durch Bindung 
organspezifischer Antigene kann die Anreicherung der Immunoliposmen in einem 
bestimmten Organ erreicht werden (Bendas et al., 2003, Everts et al., 2003; Kessner et al., 
2001; Bendas et al., 1999; Maruyama et al., 1999; Mastrobattista et al., 1999a; 
Mastrobattista et al., 1999b; Bendas et al., 1998; Spragg et al., 1997). Somit kann mittels 
der zielgerichteten Liposomen eine verstärkte Aufnahme der Liposomen durch die Zielzellen 
sowie eine selektive Anreicherung in einem bestimmten Zielgewebe erreicht werden 
(Pastorino et al., 2003a, b; Lasic, 1998). 

Polymorphe Liposomen verändern bei Interaktionen ihre Struktur. Hierzu zählen pH-
sensitive Liposomen, welche auf Schwankungen im pH-Wert mit einer Veränderung ihrer 
Struktur reagieren. Sie ermöglichen durch die Strukturveränderung die gezielte Freisetzung 
von Stoffen in einem spezifischen Milieu (Düzgünes und Nir, 1999; Lasic, 1998). Auch 
Temperatur-sensitive Liposomen und kationische Liposomen werden zu den polymorphen 
Liposomen gerechnet. Erstere weisen bei einer bestimmten Temperatur eine erhöhte 
Permeabilität der Lipidmembran auf, so dass in ihrem Inneren transportierte Wirkstoffe 
durch die Membran diffundieren können (Mastrobattista et al., 1999a). Letztere verändern 
ihre Struktur bei der Reaktion mit DNA-Molekülen und bilden mit diesen Komplexe. Dabei 
beeinflussen insbesondere die Kopfgruppen der kationischen Lipide die Bindung der DNA-
Moleküle (Narang et al., 2005; Felgner at al., 1994). 
 
2.3.3. Interaktionen der Liposomen mit der Zelle 
 
Eine Zelle kann auf verschiedene Weise mit den Liposomen interagieren. Prinzipiell kann als 
Form der Interaktion ein Intermembrantransfer zwischen Liposomen und Zellmembran 
erfolgen, also der Austausch von Lipiden. Weiterhin wird eine Translokation von Liposomen 
nach Bindung an die äußere Zellmembran diskutiert (Fretz et al., 2004). Weitere 
Möglichkeiten der Interaktion zwischen Zelle und Liposomen sind Adsorption, Fusion und 
Endozytose. 
Vor jeder intrazellulären Aufnahme muss zunächst eine Adsorption der Liposomen an die 
Plasmamembran erfolgen (Nir und Nieva, 2003; Azzazy et al., 1995). Die 
Aufnahmemechanismen der Zelle für Liposomen sind bedeutend für den weiteren Weg der 
durch Liposomen zur Zelle transportierten Wirkstoffe (Zipper et al., 1988). So muss für einen 
effektiven Gentransfer zunächst eine intrazelluläre Aufnahme der Liposomen durch 
Endozytose vorausgehen, bevor die transportierte DNA mittels Fusion der Liposomen mit 
der Vesikelmembran in das Zytosol freigesetzt wird. Andernfalls ist kein Transport der DNA 
in den Zellkern möglich (Zabner, 1997; Wroebel und Collins, 1995; Xu und Szoka, 1996; 
Zabner et al., 1995) 
Für Gefäßendothelzellen aus der Aorta von Rindern wurden von Zipper und Mitarbeitern 
(1988) mittels elektronenmikroskopischer Studien verschiedene Formen der 
Wechselwirkungen zwischen Liposomen und Zellen nachgewiesen. Es zeigten sich typische 
Bilder der Adsorption, Fusion und endozytotischen Aufnahme. In einige Zellen drangen 
liposomale Ausläufer vor, die eine Wirkstofffreisetzung ermöglichten. Zipper et al. (1988) 
beobachteten in der Zellkultur auch die Exozytose von zuvor endozytierten Liposomen, was 
für eine transzelluläre Passage intakter Liposomen  spricht. 
Die Fusion wurde zunächst als vorrangiger Weg der Liposomen in die Zelle angesehen. 
Neuere Untersuchungen beschreiben jedoch überwiegend Endozytose als vorherrschenden 
Mechanismus zur Aufnahme der Liposomen durch Zellen. Hierbei wurden unterschiedliche 
Wege basierend auf verschiedenen, an der Endozytose beteiligten Zellstrukturen 
beschrieben (Azzazy et al., 1995; Straubinger et al., 1990). 
Die Eigenschaften der Liposomen und die Zellspezies beeinflussen nachhaltig die 
Aufnahmemechanismen (Dabbas et al., 2008; Rejmann et al., 2004; Dini et al., 1998; Miller 
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et al., 1998). So wurde für große Liposomen (400-800 nm) eine kürzere Halbwertszeit im 
Blutkreislauf als für kleine Liposomen (unter 200 nm) beobachtet (Huang et al., 1992).  
Auch die Oberflächenladung der Liposomen beeinflusst ihre Aufnahme durch spezifische 
Zellen. Kationische Liposomen werden besonders von proliferierenden Endothelzellen 
aufgenommen (Thurston et al., 1998). Auch HeLa Zellen, eine spezielle, aus dem 
Zervixkarzinom einer Frau isolierte epithelartige Zelllinie, binden positiv geladene Liposomen 
stärker als negativ geladene oder neutrale Liposomen (Miller et al., 1998).  
Für mit Liganden versehene, zielgerichtete Liposomen wurde eine verstärkte Aufnahme  
über eine Rezeptor-vermittelte Endozytose nachgewiesen (Arangoa et al., 2003). Ferner 
beeinflussen Wechselwirkungen mit Serumbestandteilen die Aufnahmemechanismen 
(Zuhorn et al., 2002d; Huong et al., 1998; Chonn et al., 1992).  Durch Opsonierung mit 
Serumproteinen wird eine Phagozytose durch Makrophagen und die Aufnahme der 
Liposomen in die Leber gefördert (Harashima et al., 1994).  
Somit können für unterschiedliche Liposomenpräparationen verschiedene Aufnahmewege 
beobachtet werden. Jedoch wurden auch für einheitliche Liposomenpräparate 
unterschiedliche Aufnahmemechanismen in Abhängigkeit vom aufnehmenden Zelltyp 
beobachtet (Papadimitriou und Antimisiaris, 2000). 
Um die Bindung von Liposomen an die Zelle und die Mechanismen der intrazellulären 
Aufnahme und Verteilung zu evaluieren, wurden mit Fluoreszenzfarbstoffen (Torchillin, 
2005; Huth et al., 2004; Rückert et al., 2003; Huang et al., 1992; Straubinger et al., 1990), 
radioaktiven Substanzen (Lavermann et al., 1999) oder Goldpartikeln (Thurston et al., 1998; 
Friend et al., 1996 ; Huang et al., 1992; Hong et al., 1983) markierte Liposomen eingesetzt. 
Im Folgenden werden die bisher beobachteten Mechanismen der Aufnahme von Liposomen 
durch verschiedene Zellen beschrieben. 
 
2.3.3.1. Fusion 
 
Eine der ersten Interaktionen mit der Zelle, die für Liposomen beschrieben wurde, ist die 
Fusion mit der äußeren Plasmamembran (Almofti et al., 2003; Düzgünes und Nir, 1999; 
Zipper et al., 1988). Nach endozytotischer Aufnahme intakter Liposomen kann auch deren 
Fusion mit den Membranen der Zellorganellen auftreten (Nakanishi und Noguchi, 2001; 
Wroebel und Collins, 1995). 
Für eine Fusion zwischen Membranen müssen sich diese zunächst einander annähern 
(Cevc und Richardson, 1999; Zimmerberg und Chernomordik, 1999). Hierfür ist 
insbesondere die Verdrängung von Wassermolekülen zwischen den Membranen notwendig. 
Dabei kann eine stark ausgebildete Glykokalix oder ein dichter „endothelial surface layer“ an 
der Oberfläche der Zellen eine ausreichende Annäherung der Liposomen an die 
Zielmembran erschweren oder verhindern (Cevc und Richardson, 1999). 
Durch die Annäherung der Lipiddoppelmembranen entstehen kleine, lokalisierte 
Kontaktpunkte, welche erstmals von Hui et al. (1981) in einer elektronenmikroskopischen 
Studie sichtbar gemacht wurden. 
Der Annäherung muss nun eine Veränderung der Membrangeometrie folgen, um eine 
Fusion beider Membranen zu ermöglichen. Zimmermann und Chernomordik (1999) 
beschreiben folgenden Mechanismus für die Fusion: zunächst bildet sich an der lokal 
begrenzten Kontaktstelle eine stielähnliche Struktur, welche die Membran des 
Akzeptorvesikels, der Zelle, mit dem Donorvesikel, dem Liposom, verbindet. Aus den beiden 
angrenzenden Lipiddoppelmembranen bildet sich eine einzelne Doppelmembran aus. 
Dieser Schritt wird als Hemifusion bezeichnet. Es folgt die Bildung einer lokal begrenzten 
Fusionspore. Abschließend wird die sogenannte Donormembran, die Liposomenmembran, 
vollständig in die sogenannte Akzeptormembran, also die Zellmembran, integriert. Hierbei 
wird der gesamte Inhalt des fusionierten Donorvesikels in das Innere des Akzeptors 
freigesetzt. 
Cevc und Richardson (1999) weisen ebenfalls auf diesen Mechanismus der Membranfusion 
hin. Sie beschreiben jedoch, dass eine Membranverschmelzung immer im Bereich von 
Defekten der fusionierenden Membranen auftritt. Membrandefekte sind lokale Störungen in 
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der Geometrie der ausgebildeten Lipiddoppelschicht. Eine Anhäufung von 
Membrandefekten im Kontaktbereich der Membranen fördert eine Fusion. Dies belegen sie 
vor allem damit, dass bei frisch hergestellten, defektreicheren Lipidvesikeln eine höhere 
Fusionsrate beobachtet werden kann als bei alten, defektarmen Lipidvesikeln. Finden sich 
Defekte in der Donor- und der Akzeptormembran in direkter Nachbarschaft, so wird eine 
Phasenverschiebung der Lipidschichten begünstigt und eine Insertion des Vesikels in die 
Akzeptormembran kann erfolgen. Hierbei können auch Inhaltsstoffe aus dem wässrigen 
Innenraum der fusionierenden Vesikel in das umgebende Milieu austreten, da die 
Umstrukturierung der Lipidschichten ungeordnet ist (Cevc und Richardson, 1999). 
Bei Lipoplexen (Komplexe von meist kationischen Liposomen mit Nucleinsäuren) findet 
während der Fusion eine Phasenverschiebung von der lamellären Phase mit ausgebildeter 
Lipiddoppelmembran zur hexagonalen Phase statt (Zuhorn und Hoekstra, 2002). In der 
hexagonalen Phase lagern sich die Lipide zylinderförmig aneinander. Hierbei weisen die 
hydrophilen Teile entweder alle ins Zentrum des Zylinders oder alle nach außen. Diese 
Lipidzylinder lagern sich zu größeren Schichten zusammen, so dass Stapel dieser Zylinder 
entstehen (Lasic, 1998).  
Durch die bei einer Phasenverschiebung auftretende Umstrukturierung der Lipidmoleküle 
wird die Fusion ermöglicht. Verschiedenste Faktoren begünstigen die Ausbildung der 
hexagonalen Phase. So wird durch die Integration des Lipides 
Dioleoylphosphatidylethanolamin (DOPE) in die Liposomenmembran diese 
Phasenverschiebung begünstigt (Zuhorn et al., 2002c; Smisterova et al., 2001). Aber auch 
die Ladungsneutralisierung von kationischen Liposomen durch anionische Phospholipide 
fördert die Transformation zur hexagonalen Phase, wenn ein neutrales Ladungsverhältnis 
erreicht wird (Lewis und McElhaney, 2000; Xu und Szoka, 1996; Zelphati und Szoka, 1996). 
Als anionisches Lipid findet sich in der zytoplasmatischen Seite der Zellmembranen häufig 
Phosphatidylserin, welches mittels Flip-Flop-Mechanismus den kationischen Lipiden als 
Konterpart gegenübergestellt wird. Beim Flip-Flop-Mechanismus springt ein Lipid aus einem 
Monolayer in ein benachbartes Monolayer um, so zum Beispiel von der äußeren in die 
innere Zellmembran oder von der zytoplasmatischen, äußeren Membran eines Endosoms in 
die innen liegende Membran (Pedroso de Lima et al., 2001; Xu und Szoka, 1996; Zelphati 
und Szoka, 1996). Diese Durchmischung der Lipide aus den angrenzenden Lipidschichten 
einer Lipiddoppelmembran führt zu einer Membrandestabilisierung. Dies könnte nach Xu 
und Szoka (1996) auch für die beobachtete Zytotoxizität von Lipoplexen verantwortlich sein. 
Durch Wechselwirkungen kationischer Liposomen mit dem anionischem Lipid Cardiolipin der 
Mitochondrienmembran könnte das Mitochondrium eine irreversible Schädigung erfahren. 
Da Mitochondrien eine Vielzahl wichtiger Funktionen für den Stoffwechsel der Zelle 
besitzen, führt eine Schädigung der Mitochondrien zum Tod der Zellen (Xu und Szoka, 
1996). 

Die Fusion zwischen Lipiddoppelmembranen wird durch zahlreiche Faktoren 
gefördert. Eine Induktion der Fusion erfolgt physikalisch bei Erhöhung der Temperatur und 
durch stärkere Krümmung der fusionierenden Membranen, da die Stabilität der 
Lipidmembran herabgesetzt wird. Chemische Faktoren, welche die Fusion beeinflussen, 
sind (De-)Protonierung, (De-) Hydrierung und Ladungsneutralisierung. Auch fusogene Lipide 
wie DOPE oder fusogene Proteine können die Fusion katalysieren (Kakudo et al., 2004; 
Smisterova et al., 2001; Cevc und Richardson, 1999; Zimmerberg und Chernomordik, 1999; 
Bailey und Cullis, 1997). 

Bailey und Cullis (1997) beobachteten, dass die Fusion kationischer Liposomen mit 
Membranen durch die Anwesenheit von Serum vollständig gehemmt wird. Eine 
Wechselwirkung von Serumkomponenten mit kationischen und anionischen Liposomen 
konnte in mehreren in vivo und in vitro Studien nachgewiesen werden (Senior et el., 1991; 
Chonn et al., 1992). 
Es wurden verschiedene Fusionsassays auf der Grundlage fluoreszierender Marker 
etabliert, mittels derer eine Quantifizierung der Fusion möglich ist (Düzgünes, 2003; Scott et 
al., 2003) 
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2.3.3.2. Endozytose 
 

Endozytose ist der am häufigsten beschriebene Weg der Aufnahme der Liposomen in die 
Zelle (Chang et al., 2009; Dass und Choong, 2006; Pedroso de Lima et al., 2001; El 
Ouahabi et al., 1997). Hierbei kann Endozytose durch Rezeptoren vermittelt werden, 
insbesondere wenn an die Oberfläche der Liposomen Liganden zum Zwecke des Targeting 
integriert wurden (Chang et al., 2009; Arangoa et al., 2003; Gijsens et al., 2002; Koning et 
al., 2002; Voinea et al., 2002; Huang et al., 1992; Barratt et al., 1986; Hong et al., 1983). 
Beispiele für eine Rezeptor-vermittelte Endozytose sind die Clathrin-vermittelte Endozytose 
und die Caveolae-vermittelte Endozytose. Zellen wie Makrophagen, Monozyten und 
polymorphkernige Granulozyten können als spezifischen Weg der Endozytose auch die 
Phagozytose nutzen, um die Liposomen in die Zelle aufzunehmen (Scieszka et al., 1991). 
Eine weitere Form der Endozytose ist die Pinozytose. Hierbei haften die kleineren Moleküle 
und Ionen an der Membran an, durch Kontraktion des angrenzenden Zytoskeletts wird das 
Material in einem Vesikel abgeschnürt und in die Zelle aufgenommen (Kee et al., 2004). 
 
2.3.3.2.1. Phagozytose 
 
Im Rahmen der Phagozytose werden meist größere Partikel ab einem Durchmesser von ca. 
1 μm aufgenommen (Voigt und Guillén, 1999; Huong et al., 1998). Das zu phagozytierende 
Material bindet über Rezeptoren an die Zellmembran (Brown, 1995). Es werden zwei 
Mechanismen der Phagozytose diskutiert, die Zipper-Methode (Reißverschluss-Methode) 
und die Trigger-Methode.  
Bei der Zipper-Methode erfolgt das Umschließen des Partikels nach initialer 
Rezeptorbindung durch fortschreitende Anbindung von zellmembranständigen Rezeptoren 
an dem anhaftenden Partikel, bis dieser schließlich vollständig umschlossen ist. Dieser 
Mechanismus ist für die Aufnahme von Erythrozyten und Bakterien über Fc-γ-Rezeptoren 
und Komplementfaktor-3-Rezeptoren verantwortlich. 
Bei der Trigger-Methode wird durch die initiale Bindung des Partikels an den 
Phagozytoserezeptor die Ausbildung von Pseudopodien induziert, die den Partikel 
umschließen. Dabei tritt eine deutliche Kräuselung der Membran auf. Das Zytoskelett der 
Pseudopodien wird durch die Polymerisation von Aktinmolekülen zu einem Netzwerk 
gebildet. Dieser Mechanismus der Phagozytose wird beispielsweise bei der Aufnahme von 
Salmonella typhimurium beobachtet (Swanson und Baer, 1995).  
Der gebildete Vesikel mit enthaltenem Partikel (Phagosom) schnürt sich von der Membran 
ab, hierbei scheinen Wechselwirkungen zwischen Aktin und Myosin die erforderliche 
Energie für die Abschnürung zu liefern (Voigt und Guillén, 1999). Die Phagosomen 
fusionieren intrazellulär mit Lysosomen zu Phagolysosomen, der Inhalt wird mittels 
Enzymen abgebaut oder innerhalb der Zelle gelagert.  
Die Phagozytose wird durch Opsonierung mit Serumbestandteilen gefördert (Huong et al., 
1998). Binden Komplementfaktoren aus dem Serum an die Liposomen, so vermitteln sie 
über ihr Fc-Fragment die Phagozytose (Nagayasu et al., 1999). Bedingt durch die 
Phagozytose ist die Plasmahalbwertszeit der Liposomen oftmals reduziert (Drummond et al., 
1998; Lasic, 1998). Bei sterisch stabilisierten Liposomen ist die Anheftung von 
Serumbestandteilen an die Lipide durch die gebundenen hochmolekularen Stoffe erschwert, 
die Phagozytoserate somit vermindert und die Plasmahalbwertszeit der Liposomen erhöht 
(Lasic, 1998; Papahadjopoulos et al., 1991). Dieser Effekt verliert sich jedoch bei 
wiederholten Injektionen sterisch stabilisierter Liposomen. Bisher konnte dieses Phänomen 
jedoch noch nicht erklärt werden (Bendas et al., 2003). 
Da für die Phagozytose die Ausbildung eines Aktinnetzwerkes notwendig ist, kann durch 
Hemmung der Aktinpolymerisation die Phagozytose gehemmt werden. Hierfür wurde unter 
anderem Cytochalasin eingesetzt (Rückert et al., 2003). 
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2.3.3.2.2. Clathrin-vermittelte Endozytose 
 
Diese Form der Rezeptor-vermittelten Endozytose wird oft im Zusammenhang mit der 
zellulären Liposomenaufnahme beschrieben (Rückert et al., 2003; Zuhorn et al., 2002a; 
Kessner et al., 2001; Thurston et al., 1998; Friend et al., 1996). 
Bei der Clathrin-vermittelten Endozytose binden die Liganden (z.B. Liposomen) an 
Oberflächenrezeptoren der Zellmembran. Mehrere dieser Rezeptor-Ligand-Komplexe 
reichern sich in einem Bereich der Membran an. Dieser Prozess wird als cluster-formation 
bezeichnet. Es wird nun Clathrin, ein zelleigenes Protein, an Rezeptoren (Adapterproteine, 
AP) in diesem Membranbereich angelagert (Owen, 2004; Geli und Riezman, 1998) Dadurch 
entsteht ein im Elektronenmikroskop typisches Bild mit sogenannten „Spikes“ im Bereich 
des „Clathrin-Coat“.  
Durch die Anlagerung des Clathrins erfolgt die Invagination des Membranabschnittes und 
die Abschnürung dieser „Clathrin-coated pits“ zu „Clathrin-coated“ Vesikeln. Diese Vesikel 
verlieren intrazellulär im Prozess des „Shedding“ ihre Clathrinhülle und verschmelzen 
anschließend meist mit Lysosomen. Das Clathrin steht nun erneut bereit zur Anlagerung an 
die Zellmembran, der endozytierte Inhalt im Endolysosom wird abgebaut. Die Clathrin-
coated Vesikel können ihren Inhalt aber auch wieder zurück an die Zelloberfläche 
(Recycling) oder zum Golgi-Apparat transportieren (Owen, 2004). 
Für viele Stoffe wurde eine zelluläre Aufnahme mittels Clathrin-vermittelter Endozytose 
nachgewiesen, so beispielsweise für Transferrin und Cholesterol. Die Rezeptoren der Low 
Density Lipoprotein (LDL)-Rezeptor-Familie binden Cholesterol und vermitteln die 
Endozytose über Clathrin-coated Vesikel. Für diese Rezeptorfamilie wurde auch eine 
Beteiligung an der Rezeptor-vermittelten Endozytose verschiedener Arzneistoffe, wie 
Aminoglykosiden, anionischen Liposomen oder Cyclosporin A postuliert (Chung und Wasan, 
2004; Lakkarayu et al., 2002). 
Die Clathrin-vermittelte Endozytose wurde von mehreren Arbeitsgruppen als 
Aufnahmemechanismus für Liposomen bzw. Lipoplexe in die Zelle beschrieben. Sowohl 
transmissionselektronenmikroskopisch (Thurston et al., 1998; Friend et al., 1996) als auch 
durch Einsatz von spezifischen Hemmstoffen der Clathrin-vermittelten Endozytose in 
Fluoreszenzversuchen, wurde eine Beteiligung der „Clathrin-coated pits“ an der 
Liposomenaufnahme nachgewiesen (Rückert et al., 2003; Kessner et al., 2001). 
Insbesondere bei Verwendung von Immunoliposomen und anderen zielgerichteten 
Liposomen wurde dieser Weg häufig beschritten, da hierbei die Aufnahme durch Bindung an 
spezifische Rezeptoren gefördert wird (Bendas et al., 2003). 
Eine Hemmung der Clathrin-vermittelten Endozytose kann durch chemische Reduktion des 
Cholesterol-Gehaltes der Zelle hervorgerufen werden, da Cholesterol für die Abschnürung 
der Vesikel benötigt wird. Dies wird unter anderem durch Behandlung mit Methyl-ß-
Cyclodextrin erreicht (Nir und Nieva, 2003). Als weitere Hemmstoffe für die Clathrin-
vermittelte Endozytose wurden Chlorpromazin, Phenylarsenoxid (PAO) und Amantadine 
beschrieben (Reijmann et al., 2004; Rückert et al., 2003; Nir und Nieva, 2003). PAO hemmt 
die Clathrin-vermittlete Endozytose durch Quervernetzung des Clathrin-coats. Amantadine 
stabilisieren die Clathrin-coated Vesikel und hemmen somit die Endozytose (Rückert et al., 
2003). Chlorpromazin hemmt, laut Rejmann et al. (2004), diese Form der Endozytose, 
indem es die Prozessierung des Clathrins verhindert. Weiterhin wurde durch Reduktion des 
Kalium-Gehaltes der Zelle die Clathrin-vermittelte Endozytose gehemmt. Hierfür wurden die 
Zellen in hypotonem Medium inkubiert (Rejmann et al., 2004; Nir und Nieva, 2003). 

 
2.3.3.2.3. Caveolae-vermittelte Endozytose 
 
Auch der Prozess der Caveolae-vermittelten Endozytose ist Rezeptor-vermittelt. Caveolae 
sind spezifische Membraneinstülpungen, die eine typische Flaschenform (flask-shaped) 
besitzen und in ihrer Größe sehr einheitlich sind (50-100nm) (Hansen und Nichols, 2009; 
Bathori et al., 2004; Rejmann et al., 2004). Erstmals beschrieb Palade (1953) diese 
charakteristischen Plasmamembranformationen an Endothelzellen. In Abhängigkeit von der 
Endothelauskleidung (durchgängig, fenestriert, mit Poren) kommen diese bei Endothelzellen 
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besonders häufig vor und sind für die Transzytose verantwortlich. Transzytose bezeichnet 
den Transport von Molekülen mittels Vesikeln von der luminalen zur abluminalen Seite 
durch die Endothelzelle hindurch. Caveolae konnten in allen Zelltypen nachgewiesen 
werden (Minshall et al., 2002; Stan, 2002). 
Die Membran der Caveolae ist reich an Cholesterol, Sphingolipiden und dem Protein 
Caveolin (Rejmann et al., 2004). Insbesondere beim Messenger-Signalling, der 
interzellulären Kommunikation mittels Botenstoffen, spielen Caveolae eine große Rolle 
(Mineo und Anderson, 2001; Nir und Nieva, 2003; Anderson, 1993).  
Caveolae liegen oftmals in Clustern zusammen. Sie können fusionieren und transzelluläre 
Kanäle bilden. Diese werden auch vesiculo-vacuoläre Organellen (VVO) genannt und bilden 
unter Umständen ein sehr weitreichendes Netzwerk, das auch elektronenmikroskopisch 
nachgewiesen wurde (Stan, 2002; Mineo und Anderson, 2001). 
Die Caveolae können sich vollständig von der Membran abschnüren oder sich durch 
Ausbildung einer Proteinbarriere vom Extrazellularraum abgrenzen (Stan, 2002). Insgesamt 
werden vier verschiedene intrazelluläre Bahnen für die abgeschnürten Vesikel (Caveosom) 
beschrieben. Mineo und Anderson (2001) fassen sie unter dem Namen „Potozytose“ 
zusammen. 
Die Caveosomen können entweder ihren Inhalt ins Zytoplasma freisetzen oder zu anderen 
Zellorganellen transportieren, insbesondere zum endoplasmatischen Retikulum. Eine 
aktuelle Studie wies Caveolin-1 in der Membran des endoplasmatischen Retikulum nach 
(Robenek et al., 2004). Weiterhin können die Caveosomen mit ihrem Inhalt als Sequester in 
der Zelle liegen bleiben oder zur gegenüberliegenden Membran transportiert werden 
(Minshall et al., 2002). Eine direkte Verschmelzung der Caveosomen mit Lysosomen findet 
nicht statt (Bathori et al., 2004; Mineo und Anderson, 2001), jedoch können die 
Caveosomen mit Clathrin-coated Vesikeln fusionieren. Somit ist eine Verbindung zum 
„Clathrin-coated Pathway“ gegeben (Mineo und Anderson, 2001). 
Trotz der relativ geringen Größe der Caveolae können auch größere Partikel auf diesem 
Weg in die Zelle aufgenommen werden. Das Virus SV 40 nutzt diesen Weg in die Zelle. Es 
entgeht damit aufgrund fehlender Verschmelzung mit Lysosomen den Abwehrmechanismen 
der Zelle (Rejmann et al., 2004). 
Als Hemmstoffe für die Caveolae-vermittelte Endozytose wurden beispielsweise Filipin und 
Genistein eingesetzt (Rejmann et al., 2004). Auch die Reduktion des Cholesterol-Gehaltes 
der Zellen hemmt diese Form der Endozytose, da Cholesterol für die Stabilisierung der 
Membranen der Caveolae benötigt wird (Rejmann et al., 2004; Stan, 2002). 

 
2.3.4. Therapeutisches Potential der Liposomen 

 
Liposomen werden im therapeutischen Bereich als Trägermoleküle für Wirkstoffe 
(Arzneimittel und Impfstoffe), DNA-Komplexe, Fluoreszenzfarbstoffe und Schwermetalle 
eingesetzt (Huywer et al., 2008; Dass und Choong, Immordino et al., 2006; 2006; Dass, 
2004; Stone und Smith, 2004; Wu et al., 2004; Brill, 2002; Gijsens et al., 2002; Zho, 2002; 
Freeman et al., 1983). Hierbei zeigt sich je nach Eigenschaften der Liposomen ein 
spezifisches Organverteilungsmuster (Kostarelos et al., 2004; Gabizon et al., 2003) und 
unterschiedliche Plasmahalbwertszeiten (Simberg et al., 2003; Düzgünes und Nir, 1999; 
Nagayase et al., 1999; Oku et al., 1999). Da sich Liposomen aus Molekülen 
zusammensetzen, die natürlicherweise in Säugetierzellen vorkommen, können ihre 
Bestandteile durch die Zelle abgebaut werden. Somit gewährleisten sie eine hohe 
Bioverträglichkeit und eine geringe Toxizität (Drummond et al., 1999). Insbesondere im 
Rahmen des Gentransfers und des Drug Targeting wird der Einsatz von Liposomen intensiv 
erforscht. 

 
2.3.4.1. Gentransfer mittels Liposomen 

 
Für den Gentransfer mittels Liposomen, der sogenannten Lipofektion, haben sich besonders 
kationische Liposomen bewährt. Aufgrund ihrer positiven Oberflächenladung bilden sie 
stabile Komplexe mit der negativ geladenen DNA (Almofti et al., 2003; Hein et al., 1998; 
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Teifel und Friedl, 1995; Gao et al., 1994; Felgner et al., 1994; Düzgünes und Felgner , 1993; 
Gershon et al., 1993).  
Die DNA-Liposomen-Komplexe werden zunächst an die Zelle gebunden und dann von ihr 
aufgenommen (Cao et al., 2000). Dies kann durch Fusion oder Endozytose erfolgen. Eine 
Aufnahme durch Endozytose ist Bedingung für eine erfolgreiche Transkription. Nach Fusion 
der Komplexe mit der Zellmembran ist eine Korrelation zwischen Fusionsrate und 
Transkriptionsrate nicht nachweisbar (Zuhorn et al., 2002a). Die Endozytose der Lipoplexe 
erfolgt Rezeptor-vermittelt (Zuhorn et al., 2002a; Friend et al., 1996). Aus den Endosomen 
der Zelle müssen die Komplexe durch Fusion mit der endosomalen Membran im Zytoplasma 
freigesetzt werden, um ihre Wirksamkeit entfalten zu können (Almofti et al., 2003, El 
Ouahabi et al., 1997). Hierfür wurden pH-sensitive Liposomen entwickelt. Da in den 
Endosomen ein niedriger pH-Wert vorherrscht, wird eine Phasenverschiebung der 
Lipidmembran und somit die Fusion begünstigt. Weiterhin wurde die Phasenverschiebung 
durch Integration fusionsfördernder Lipide oder Proteine gefördert (Subramanian et al., 
2002; Zuhorn et al., 2002b; Pedroso de Lima et al., 2001; Farhood et al., 1995). 
Nach Dissoziation von den Lipidbestandteilen kann der Transport der DNA in den Zellkern 
erfolgen, wo sie in der Folge zur Transkription bereitsteht (Cao et al., 2000, Zuhorn et al., 
2002b; Zabner et al., 1995).  
Insbesondere bei in vitro Versuchen wurden mittlerweile gute Transkriptionserfolge mittels 
Lipofektion erzielt. In vivo ist die Transkriptionsrate jedoch meist deutlich geringer (Miyano-
Kurosaki et al., 2004; Nakamura et al., 2004). Im Körper kommt es zu Wechselwirkungen 
mit  Lipoproteinen aus dem Blut und zu einer Vermischung der Lipidbestandteile der 
Lipoplexe mit denen der Lipoproteine, wodurch die Transfektionseffizienz deutlich 
vermindert wird (Tandia et al., 2005; Zuhorn et al., 2002c). Auch viele weitere Faktoren 
beeinflussen in vivo die Transkriptionseffizienz. So wiesen Baatz et al. (2001) eine 
Verringerung der Transfektionseffizienz durch den Tumor Necrosis Factor- alpha (TNF-α) 
nach. Auch einige Glykosaminoglykane der Glykokalix, wie beispielsweise Heparansulfat 
und Chondroitinsulfat behinderten eine effektive Transfektion von Zellen. Dies beruht 
wahrscheinlich auf einer durch diese Bestandteile der Glykokalix vermittelten 
Internalisierung in Zellkompartimente, welche die DNA nicht zur Transkription zur Verfügung 
stellen (Ruponen et al., 2004). 
Faneca und Mitarbeiter (2004) wiesen hingegen eine Steigerung der in vivo Effizienz der 
Transfektionsrate durch Assoziation von Albumin oder Protamin an die Lipoplexe nach, 
welche deren Resistenz gegenüber dem Serum steigert. Eine Erhöhung der 
Transkriptionsrate wurde von mehreren Gruppen durch Verwendung zielgerichteter 
Liposomen erreicht (Arangoa et al., 2003). Zudem wurde mittels Stabilisierung der 
Liposomen durch PEG-Polymere die Effizienz der Transkription in vivo gesteigert (Maeda et 
al., 2004). 

 
2.3.4.2. Drug Targeting mittels Liposomen 

 
Beim Drug Targeting, welches aktiv oder passiv erfolgen kann, wird durch spezifische 
Modifizierung der Liposomen die Anreicherung in bestimmten Zielgeweben und –zellen 
gefördert. Werden diese zielgerichteten Liposomen nun mit Wirkstoffen beladen, so erfolgt 
eine höhere Anlieferung zu den Zielzellen, wodurch Nebenwirkungen vermindert werden 
(Chang et al., 2009; Dabbas et al., 2008; Drummond et al., 1999; Harashima und Kiwada, 
1999). Durch die liposomale Verpackung und die gezielte Freisetzung am Wirkort kann die 
Menge des applizierten Wirkstoffes erhöht werden (Chang et al., 2009; Harashima et al., 
1999).  
Liposomen besitzen eine geringe Toxizität, da sie aus Baustoffen bestehen, welche 
natürliche Bestandteile der Säugetierzellen darstellen (z.B. Phospholipide, Cholesterol). 
Somit kann der Carrier nahezu vollständig verstoffwechselt werden (Drummond et al., 
1999).  

Insbesondere in der Tumortherapie mittels Chemotherapeutika kommen Liposomen 
vielfach zum Einsatz (Petre und Dittmer, 2007; Immordino et al., 2006; Dubey et al., 2004, 
Sætern et al., 2004; Lee et al., 2002). So gibt es bereits mehrere kommerziell erhältliche 
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liposomale Formulierungen, welche die Chemotherapeutika Paclitaxel oder Doxorubicin als 
Wirkstoff enthalten (Eichhorn et al., 2006; Eliaz et al., 2004; Kunstfeldt et al., 2003; Zhou et 
al., 2002a; Oku et al., 1999). Auch die Anreicherung von Liposomen mit photoaktiven 
Substanzen und eine anschließende Bestrahlung des Patienten zur Induktion des 
Tumorzelluntergangs wird erforscht (Canete et al., 2004; Derycke et al., 2004). Stover und 
Kester (2003) unterdrückten das Tumorwachstum von Brustkarzinomen durch Liposomen 
welche Apoptose-induzierende Ceramide enthielten. Zudem wurden Liposomen mit anti-
angiogenen Substanzen wie beispielsweise Angiostatin beladen, um eine anti-angiogene 
Therapie zur Unterdrückung des Tumorwachstums einzuleiten (Sacco et al., 2000). 
Durch aktives Targeting zu Endozytoserezeptoren kann die Internalisierung der Liposomen 
durch die Zielzellen gefördert werden (Hölig et al., 2004; Lukyanov et al., 2004; Everts et al., 
2003; Harigai et al., 2001). Ein aktives Targeting erfolgt über Funktionalisierung der 
Liposomen mittels Liganden. Hier werden insbesondere Kohlenhydrate, Proteine und 
Immunglobuline eingesetzt. Diese werden kovalent an die Liposomen gebunden (Engel et 
al., 2003; Kamps et al., 1997) und vermitteln eine spezifische Bindung an 
Oberflächenstrukturen der Zielzellen.  
Ein großer Bereich moderner Forschung im Drug Targeting beschäftigt sich mit der 
Identifikation von Oberflächendeterminanten auf den Zielzellen, welche sich signifikant 
qualitativ oder quantitativ von dem umgebenden Gewebe unterscheiden (Huywer et al., 
2008; Maruyamam et al., 1999). Die Oberflächenantigene im Zielgebiet werden zur 
Targetierung genutzt. So wurden in Entzündungsgebieten spezielle Adhäsionsmoleküle 
(Selektine) identifiziert und gezielt durch Liposomen angesteuert (Bendas et al., 1998; 
Spragg et al., 1997). Tumoren präsentieren verschiedene spezifische Oberflächenantige wie 
z.B. CD 44 und RHAMM zur Bindung von Hyaluronsäure, die sich als Zielrezeptoren 
anbieten (Eliaz et al., 2004; Peer und Margalit, 2004). In Endothelzellen wurde die 
Expression von Integrinen und anderen Adhäsionsmolekülen (ICAM-1, PECAM-1) als 
Schlüsselrezeptoren ausgenutzt (Hölig et al., 2004; Muzykantov, 2001). 
Beim passiven Targeting erfolgt die Anreicherung der Liposomen im spezifischen Gewebe 
durch körpereigene Mechanismen. Die Liposomen werden als körperfremde Strukturen 
erkannt, im Blut zunächst durch Anheftung von Immunglobulinen oder Komplementfaktoren 
verändert und anschließend von Zellen des mononukleären Phagozytosesystems (MPS) 
aufgenommen. Dadurch ergibt sich eine Anreicherung in den Zellen des MPS (Huywer et 
al., 2008; Medina et al., 2004; Maruyama et al., 1999; Nagayase et al., 1999; 
Papahadjopoulos et al., 1991). Hierbei spielt auch die Größe der Liposomen eine Rolle. Mit 
zunehmender Größe werden die Liposomen schneller phagozytiert (Maeda et al., 2000; 
Nagayase et al., 1999). 
Zudem kann durch die Flusseigenschaften des Blutes in Tumoren oder 
Entzündungsgebieten eine passive Anreicherung erfolgen (Zhou et al., 2002). Hierbei ist vor 
allem die lokal erhöhte Permeabilität des Gefäßendothels bedeutsam, wodurch ein Austritt 
der Liposomen aus der Blutbahn in das umliegende Gewebe erleichtert wird (Nagayase et 
al., 1999; Huang et al., 1993). Durch den permeabilitätsbedingt verringerten 
kolloidosmotischen Druck bleiben die Liposomen außerhalb der Blutbahn. Zudem 
berichteten Nagayasu et al. (1999), dass sich Liposomen ab einer Größe von 100 nm im 
kollagenen Fasernetzwerk des Tumorinterstitiums verfangen. 
Auch für kationische Liposomen konnte eine spezifische Anreicherung in den Endothelzellen 
des kapillären Gefäßnetzwerkes in Tumoren und Entzündungsgebieten beobachtet werden 
(Dass und Choong, 2006; Dass, 2004; Thurston et al., 1998). 

 
2.3.4.3. Diagnostik mittels Liposomen 

 
In der Diagnostik werden mit Fluoreszenzfarbstoffen oder mit radioaktiven Substanzen 
beladene Liposomen eingesetzt. Durch die speziellen Organverteilungsmuster der 
eingesetzten Liposomen können beispielsweise Aussagen über das Vorhandensein von 
Metastasen oder über das Ausmaß entzündeten Gewebes getroffen werden (Immordino et 
al., 2006; Laverman et al., 1999). In der Szintigraphie wurden mit Technetium markierte 
anionische Liposomen zur Visualisierung von Abszessen eingesetzt. Für andere 
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inflammatorische Prozesse wie sterile Infektionen, Arthritis, Lungenentzündungen, akute 
Kolitis oder Osteomyelitis wurde die Verwendung radioaktiver Markersubstanzen 
beschrieben (Lavermann et al., 1999). 

 
2.3.5. Zytotoxizität von Liposomen 

 
Liposomen bestehen aus natürlich in Säugerzellen vorkommenden Molekülen. Damit ist 
eine geringe Toxizität zu erwarten. Dennoch wurde in vielen Studien zur Lipofektion ein 
zytotoxischer Effekt beobachtet (Dabbas et al., 2008; Manosroi et al., 2008; Dass und 
Choong, 2006; Dass, 2004). Oft ließ sich jedoch nicht genau bestimmen, ob dieser durch 
den liposomalen Carrier oder die DNA verursacht wurde. Brill (2002) wies in einer Studie zur 
Inhibiton der Angiogenese mittels Doxorubicin-beladener Liposomen jedoch eindeutig auch 
für die unbeladenen Liposomen eine Erhöhung des Zelluntergangs nach. Auch in anderen 
Studien konnte ein zytotoxischer Effekt unbeladener Liposomen beobachtet werden. Dieser 
war abhängig von der elektrischen Ladung an der Oberfläche der Liposomen. So weisen 
elektrisch geladenen Liposomen höhere zytotoxische Potentiale auf als neutrale Liposomen, 
wobei wiederum anionische Liposomen stärker zytotoxisch sind als kationische Liposomen. 
Aber auch innerhalb der Gruppe der kationischen Liposomen variiert das zytotoxische 
Potential mit den verwendeten kationischen Lipiden (Dabbas et al., 2008; Manosroi et al., 
2008) 
Für den therapeutischen Einsatz ist die Abklärung der liposomalen Toxizität bedeutsam. In 
geringer Dosis sind die schädigenden Eigenschaften der Lipide laut Drummond et al. (1999) 
eher vernachlässigbar. Bei hohen Lipiddosen, wie sie durch wiederholte Injektionen 
entstehen können, gewinnt die Lipidtoxizität an Bedeutung. 
Obwohl die Bauteile der Liposomen überwiegend natürlichen Ursprungs sind, beeinflussen 
die Lipidbestandteile der Liposomen die Expression spezifischer Oberflächenmoleküle. 
Beispielsweise induzieren anionische Liposomen in Zellen die Bildung von Interleukin 12 (IL-
12) und Interferon IFN-γ) (Yatsumoto et al., 2004). Verschiedene Phosphatidylcholine 
hemmen die Expression des Vascular Cell Adhesion Molecule 1 (VCAM-1) in aktivierten 
Endothelzellen (Baker at al., 2000).  
Die applizierten Liposomen binden verschiedene Proteine. Dabei spielt die 
Lipidzusammensetzung der Liposomen eine Rolle. Diese Prozesse führen zu einer 
Veränderung der Homöostase und können die Zytotoxizität bedingen (Dabbas et al., 2008; 
Drummond et al., 1999; Chonn et al., 1992).  
Mehrfach konnte die Zytotoxizität von Liposomen bei verschiedenen Zellen auf eine 
Induktion von Apoptose zurückgeführt werden. So führte die Inkubation von Liposomen mit 
HL-60 Zellen, einer standardisierten, humanen Leukämiezelllinie, zu einer Inhibition des 
tumorösen Wachstums dieser Zellen durch Apoptose-Induktion (Imamura et al., 1997). Bei 
Lipofektion wurde das Auftreten von Apoptose in den transfizierten Zellen beobachtet 
(Bednarek et al., 2002).  
Aramaki et al. (1999) führten die von ihnen beobachtete durch kationische Liposomen 
verursachte Zytotoxizität ebenfalls auf eine Induktion der Apoptose zurück. Durch Nachweis 
von DNA-Bruchstücken konnten sie das Vorkommen von Apoptose nach Inkubation mit 
kationischen Liposomen belegen. Dabei wiesen sie auch einen erhöhten Gehalt an 
Radikalen (reaktive oxygen species, ROS) in den apoptotischen Zellen nach (Aramaki et al., 
2000). In weiterführenden Studien zeigten Aramaki et al. (2001), dass hierbei der 
Mitochondrien-vermittelte Weg der Apoptose eingeschlagen wird. Die vermehrte Bildung von 
Radikalen führt zu einer Schädigung der Mitochondrien mit Freisetzung von Cytochrom c als 
Messenger der Apoptose. Die Bildung der Radikale wurde durch die Aktivierung der 
Lipoxygenase induziert (Aramaki et al., 2001; Takano et al., 2001). Größe der Liposomen, 
Konzentration, Ladung und Inkubationsdauer waren Faktoren, für die ein Einfluss auf das 
Auftreten der Apoptose nachgewiesen wurde (Takano et al., 2003). Es zeigte sich, dass 
nicht jeder Zelltyp gleichermaßen sensibel auf Liposomen reagiert. Makrophagen waren 
besonders empfänglich, während andere Zelltypen keine Apoptoseinduktion aufwiesen 
(Aramaki et al., 2000; Aramaki et al., 1999).  
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3. Materialien 
 
3.1   Zellen 
Zellen Herkunft 

HMVEC 
 
BCl Rcobble 
 
MHEC5 
 
S180 

Endothelzellen aus der Haut einer 18-jährigen Frau 
Fa. Oligene  (Berlin), ehemals Cell Lining 
Endothelzellen aus dem bovinen Corpus luteum in Rückbildung vom Rind 
Prof. Dr. J. Plendl, Institut für Veterinär-Anatomie, FU Berlin (Berlin) 
Endothelzellen aus dem Herzmuskel von Mäusen 
Prof. Dr. J. Plendl, Institut für Veterinär-Anatomie, FU Berlin (Berlin) 
Murine Fibrosarkomzellen 
Prof. R. Auerbach, University of Wisconsin (Madison/USA) 

 
3.2 Zellkulturmedien  
 
3.2.1   Medien und Supplemente 

Medium/Supplement Firma 

DMEM (Dulbecco´s Modified Eagle´s Medium)   
L-Glutamin  
Penicillin/Streptomycin  
ECGS (Endothelial Cell Growth Supplement) 
BME-Vitamine (Basal Medium Eagle Vitamine 

Solution) 
MECGM (Microvascular Endothelial Cell Growth 

Medium) 
Heparin  
FBS 

Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Becton-Dickinson, Heidelberg 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
 
Oligene, Berlin 
 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 

 
3.2.2   Zusammensetzung des Erhaltungsmediums DMEM+ zur Kultivierung 
muriner Endothel- und Fibrosarkomzellen 

Medium/Supplement Menge 

   L-Glutamin 
Penicillin/Streptomycin 
FBS 
DMEM 

1 % 
1 % 
10 % 
88 % 

 
3.2.3   Zusammensetzung des Selektivmediums P0 zur Kultivierung boviner 
Endothelzellen 
Medium/Supplement Menge 

BME-Vitamine 
Heparin 
ECGS 
FBS 
S180-konditioniertes Medium 
DMEM+ 

1 % 
1 % 
2 % 
10 % 
20 % 
66 % 
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3.2.4   Zusammensetzung des Selektivmediums MECGM zur Kultivierung 
humaner Endothelzellen 

Medium/Supplement Menge 

EGF 
Hydrocortison 
Gentamicin 
Amphotericin B 
ECGS/Heparin 
Fetal Calf Serum 
Endothelial Cell Basal Medium 

0,1 % (10 ng/ml) 
0,1 % (1 ug/ml) 
0,1 % (50 ng/ml) 
0,1 % (50 ug/ml) 
0,4 % 
5 % 
94,2 % 

 
3.2.5.   Zusammensetzung des Einfriermediums 
Medium/Supplement Menge 

Kultivierungsmedium 
Dimethylsulfoxid (DMSO) 

90 % 
10 % 

 
3.3   Liposomen 
Liposomencharge   Label Hersteller 

SI 295 
TM 235 
SN 307 
SN 334 
SN 230 

Rhodamin 
ohne Label 
Nanogold 
Nanogold 
Nanogold 

Munich Biotech AG, Martinsried 
Munich Biotech AG, Martinsried 
Munich Biotech AG, Martinsried 
Munich Biotech AG, Martinsried 
Munich Biotech AG, Martinsried 

 
3.4   Chemikalien 
Chemikalie Hersteller 

Aceton 
Agar 
Alcian Blue 8GX 
Aqua Polymount 
Azur II 
Bacto Gelatine 
Borax-Lösung 
Cacodylsäure Natriumsalz Trihydrat 
DDSA 
DMP-30 
DMSO 
Epon-Glycidether 
Ethanol 
Fluorostab 
Giemsa-Lösung 
Glutaraldehyd 
HEPES 
LI Silver 
Lysin 
Methanol 
Methylenblau 
MNA 
Natriumthiosulfat 
Osmiumtetroxid 
Paraformaldehyd 

Biesterfeld, Dahlwitz-Hoppegarten 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen  
Polysciences Inc., Warrington, USA 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Difco Laboratories, Detroit, USA 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
ICN Biomedicals, Eschwege 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Carl Roth, Karlsruhe 
ICN Pharmaceuticals, Ohio 
Fluka Chemie, Buchs, Schweiz 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Carl Roth, Karlsruhe 
Nanoprobes, Yaphank, USA 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Th. Geyer GmbH, Berlin 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
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Phosphate buffered Saline (PBS) 
Propylenoxid 
Rutheniumrot 
Saccharose 
Salzsäure 
Trypanblau 
Trypsin/EDTA-Lösung 
Ultrostain I und II 
Uranylacetat 

Biochrom, Berlin 
Serva Electrophoresis GmbH, Heidelberg 
Fluka AG, Buchs, Schweiz 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 
Carl Roth, Karlsruhe 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Sigma-Aldrich Chemie, Deisenhofen 
Leica Microsystems, Wetzlar 
Merck Eurolab GmbH, Darmstadt 

 
3.5   Lösungen für die Elektronenmikroskopie 
 
3.5.1   Standard-Lösungen 
3.5.1.1   Cacodylatpuffer, 0,1M 

Komponente Menge 

Cacodylsäure Natriumsalz Trihydrat 
Aqua dest. 
Salzsäure (0,1M) 

4,26 g 
ad 100 ml  
einstellen auf pH 7,2 – 7,4 

 
3.5.1.2 Karnovsky-Lösungen 

Komponente Menge 

Paraformaldehyd 
Glutaraldehyd 
Cacodylatpuffer 

2 % 
2,5 % 
95,5 % 

 
3.5.1.3   Epon 

Komponente Menge 

Epon-Glycidether 
DDSA 
MNA 
DMP-30 

45,61 % 
28,13 % 
24,78 % 
1,48 % 

 
3.5.1.4 Richardson-Lösungen 

Komponente Menge 

Azur II-Lösung, 1%ig 
Methylenblau, 1%ig 
Borax-Lösung 

25 % 
25 % 
50 % 

 
3.5.1.5 Kontrastierungslösungen 

Komponente Menge 

Osmiumtetroxid 
Cacodylatpuffer (0,1M, pH 7,2-7,4) 

1 % 
99 % 

 
3.5.2   Spezielle Lösungen für die Glykokalix-Färbung 
3.5.2.1   Ruthenium-Rot 

Komponente Menge 

Glutaraldehyd 25% 
Cacodylatpuffer 
Rutheniumrot 

 
 
0,05% 
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3.5.3   Spezielle Lösungen für das Silver-Enhancement 
3.5.3.1   0,05 M HEPES-Puffer mit 0,2 M Saccharose  

Komponente Menge 

HEPES-Puffer (1 M)  
Saccharose  
Aqua dest. 
Salzsäure (0,1 M) 

5 ml 
6,846 g 
ad 100 ml 
einstellen auf pH 5,8 

 
3.5.3.2   Silver Enhancement 

Komponente Menge 

Lösung A 
Lösung B 

50% 
50% 

 
3.5.3.3    Fixierlösungen mit Natriumthiosulfat 

Komponente Menge 

HEPES-Puffer (1 M) 
Natriumthiosulfat 
Aqua dest. 
Salzsäure (0,1 M) 

2 ml 
6,205 g 
ad 100 ml 
einstellen auf pH 7,4 

 
3.6   Apoptose-Kit: Apo-Annexin V-FITC 
Komponente Hersteller 

Annexin V-FITC 
Propidium Iodid 
Binding Buffer 

BD Biosciences Clontech, Heidelberg 
BD Biosciences Clontech, Heidelberg 
BD Biosciences Clontech, Heidelberg 

 
3.7   Verbrauchsmaterialien 
Verbrauchsmaterial Hersteller 

Beemkapsel 
Combitips plus 
Glasplättchen 12 mm 
Kanülen 
Kodak Electron Microscope Film 
Kryoröhrchen 
Kupfer- und Nickelgrids 
Membranfilter 
Pasteurpipetten 150 mm 
Pipettenspitzen 
Reaktionsgefäße 1,5 ml 
Serologische Einwegpipetten 
Spritzen 
Sterilfilter 0,2 μm 
24-Lochplatten  
6-Lochplatten 
Zellkulturschalen 
Zentrifugenröhrchen 15 ml 
Zentrifugenröhrchen 50 ml 

PLANO, Marburg 
Eppendorf, Berlin 
Carl Roth, Karlsruhe 
Lehnecke, Schortens 
Kodak, Stuttgart 
 
PLANO, Marburg 
Eppendorf, Köln 
Th. Geyer Berlin, Berlin 
Carl Roth, Karlsruhe 
Eppendorf, Köln 
Carl Roth, Karlsruhe 
Lehnecke, Schortens 
Schleicher & Schull, Dassel 
Iwaki, Tokio, Japan 
Iwaki, Tokio, Japan 
Iwaki, Tokio, Japan 
Zefa Labortechnik, Harthausen 
Zefa Labortechnik, Harthausen 
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3.8.   Geräte 
Gerät Hersteller 

Autoclav H+P Varioclav 25 T 
Brutschrank INCO 2 
Eppendorf Multipipette Plus 
Eppendorf Pipetten Reference 
Fluoreszenzmikroskop Diaplan Leitz 
Invert-Mikroskop Axiovert 25 
Mikroskop Nikon Optiphot 2 
Mikroplatten-Reader Fluostar Optima 
Neubauer-Zählkammer 
Pipettierhilfe Eppendorf Easypet 
Reinraumwerkbank BDK-S 100 
 
Stickstofftank GT 38 
Transmissionselektronenmikroskop EM 

10CR 
Ultramikrotom Ultracut E 
Vakuumpumpe Laboport 
Videokamera Sony DXC 930P 
Videokamera Inteq 000610 
Videokamera Nikon  DXM 1200 
Wärmeschrank Memmert Modell 600 
Wasserbad 1083 
 
Zentrifuge Varifuge RF                  

H+P Labortechnik AG (München) 
Memmert  GmbH & Co. KG, Schwabach 
Eppendorf, Köln 
Eppendorf, Köln 
Leica Microsystems, Wetzlar 
Zeiss, Jena 
Nikon GmbH, Düsseldorf 
BMG LABTECH GmbH, Jena 
GLW, Würzburg 
Eppendorf, Köln 
Laborteam Schultheiss GmbH & Co. KG, 
München 
Air Liquide Kryotechnik GmbH, Düsseldorf 
Zeiss, Jena 
 
Reichert-Jung, Wien, Österreich 
Neo-Lab Migge Laborbedarf, Berlin 
Sony Deutschland GmbH, Köln 
Inteq, Berlin 
Nikon GmbH, Düsseldorf 
Memmert  GmbH & Co. KG, Schwabach 
Gesellschaft für Labortechnik mbH, 
Burgwedel 
Heraeus Sepatech, Osterode 

 
3.9.   Software 
 
Axiovision 
Lucia M 
WinFreeze 
ACT-1 
PASW Statistics 17.0 



Methoden 
 

4. Methoden 

4.1. Zellkultur 
Alle im Folgenden beschriebenen Arbeiten mit den Zellkulturen wurden an einer 
Reinraumwerkbank in einem Labor der Sicherheitsstufe S1 durchgeführt. Sämtliche Geräte 
und Verbrauchsmaterialien wurden vor Gebrauch autoklaviert oder heißluftsterilisiert. Die 
verwendeten Lösungen wurden sterilfiltriert (Porendurchmesser 0,2 μm). 
Die Zellen wurden in einem CO2-Begasungsbrutschrank im offenen System bei 37°C mit 5% 
CO2 und Wasserdampfsättigung kultiviert. 
Alle mit humanen Zellen in Kontakt getretenen Materialien, Geräte und Lösungen wurden 
anschließend mit 90%igem Alkohol oder durch Autoklavieren sterilisiert. 
Die Zellen wurden regelmäßig phasenkontrastmikroskopisch untersucht. Das hierzu 
verwendete Invert-Mikroskop (Axiovert 25) war an eine PC-gesteuerte Videokamera (Inteq 
000610) angeschlossen, die Fotodokumentation erfolgte mittels dieser Kamera und der 
Bildverarbeitungssoftware Axiovision. 
 
4.1.1. Kultivierung der ellen 
Die Kultivierung der Zellen erfolgte je nach Zielsetzung in unterschiedlichen Zellkulturschalen 
und unter Verwendung verschiedener Kultivierungsmedien. Die Endothelzellen wurden stets 
auf gelatinierten Zellkulturschalen angezüchtet. 
 
4.1.1.1. Gelatinieren der Zellkulturschalen 
Zum Gelatinieren wurden die Zellkulturschalen mit 100 l/cm2 Gelatine (1,5% in 0,1-M-PBS, 
pH 7,4) überschichtet und für ca. 15 min bei 37°C inkubiert. Anschließend wurde die 
überschüssige Gelatine abgesaugt und die Zellkulturschale einmal mit 150 l/cm2 PBS 
gespült. Die gelatinierten Platten wurden mit einigen Tropfen Kulturmedium überschichtet 
und bis zur weiteren Verwendung (maximal 1h) im Begasungsbrutschrank gelagert. 

 
4.1.1.2. Kultivierung der murinen Sarkomzellen S180 und Gewinnung des 

S180-konditionierten Mediums 
Die murinen Sarkomzellen S180 wurden zur Gewinnung des konditionierten Mediums in 
P100-Schalen mit dem Nährmedium DMEM+ bis zum Farbumschlag von rot nach gelb 
kultiviert und dann mit frischem Medium versorgt. Das abgesaugte gelbe Medium wurde in 
ein 15 ml Zentrifugenröhrchen überführt, 5 min bei 200g zentrifugiert, der Überstand 
abgesaugt und durch einen Filter mit der Porengröße 0,2 m sterilfiltriert. Das sterile S180-
konditionierte Medium wurde in 10 ml Aliquoten bei –20°C bis zur weiteren Verwendung 
eingefroren.  
 
4.1.1.3. Kultivierung der humanen Endothelzellen 
Die humanen Endothelzellen HMVEC wurden aus der Haut einer 18-jährigen Frau isoliert 
und von der Firma Oligene (ehemals Cell Lining, Berlin) erworben. Zur Identifizierung wurden 
die Zellen auf das Vorhandensein des Oberflächen-Antigen CD 31 getestet, dieser konnte 
bei den Zellen nachgewiesen werden. Zur Kultivierung wurde das Nährmedium MECGM der 
Firma Oligene verwendet, das nach Herstellerangaben angesetzt wurde. 
Zur Vermehrung erfolgte die Kultivierung in gelatinierten 6-Loch-Platten. Die Zellen für die 
Versuche zur Liposomeninkubation und zur Glykokalix wurden auf gelatinierten 
Glasplättchen in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte gezüchtet. Das Medium wurde alle 2-
3 Tage gewechselt. Die Zellen wurden in den Passagen 5 bis 7 verwendet. 
 
4.1.1.4. Kultivierung der murinen Endothelzellen 
Die murinen Endothelzellen MHEC5 stammen aus dem Myokard 2 Wochen alter Mäuse. 
Die Identifizierung als mikrovaskuläre Endothelzellen erfolgte mittels der in vitro-Aufnahme 
von acetyliertem Low Density Lipoprotein (acLDL), der Lokalisierung des von Willebrand-
Faktors (vWF) und der Expression von Angotensin converting enzyme alpha (ACE-α). Sie 
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zeigen ab Passage 42 ein verändertes Wachstumsverhalten mit Transformation der 
Morphologie von endothelial zu epithelial und Induktion von Hämangiosarkomen nach 
Implantation in geeignete Empfängertiere (Plendl et al., 1995). Die Zellen wurden in den 
Passagen 42 bis 45 verwendet. 
Sie wurden zur Vermehrung in gelatinierten 6-Loch-Platten unter Verwendung des 
Nährmediums DMEM+ kultiviert. Für sämtliche Versuche zur Liposomeninkubation und zur 
Glykokalix wurden die Zellen in 24-Loch-Platten auf gelatinierten Glasplättchen kultiviert. Alle 
2-3 Tage wurde das Medium erneuert. 
 
4.1.1.5. Kultivierung der bovinen Endothelzellen 
Die bovinen Endothelzellen BCl Rcobble wurden aus in Rückbildung befindlichen 
Gelbkörpern von Rindern durch Frau Prof. Dr. J. Plendl, Berlin, isoliert. Die Identifizierung 
erfolgte anhand der in vitro-Aufnahme von acetyliertem Low Density Lipoprotein (acLDL), der 
Lokalisation des von Willebrand-Faktors (vWF) und des Nachweises der zellulären Bindung 
des Lektins Bandeiraea simplicifolia Agglutinin I (Plendl 1997). Sie wurden zur Vermehrung 
in gelatinierten 6-Loch-Platten und für die Versuche zur Liposomeninkubation und zur 
Glykokalix auf gelatinierten Glasplättchen in 24-Loch-Platten kultiviert. Zur Kultivierung 
wurde das Selektivmedium P0 verwendet. Die Zellen wurden alle 3-4 Tage mit frischem 
Medium versorgt. Die Zellen wurden in den Passagen 12 bis 15 verwendet. 

4.1.2. Subkultivierung der Endothelzellen 
Die Zellen wurden kurz nach Ausbildung eines konfluenten Monolayers (MHEC5, 
BClRcobble, S180) bzw. bei 80-90% Konfluenz (HMVEC) subkultiviert. Je nach Zellkultur 
wurden die Zellen 1:3 (HMVEC, BClRcobble) bzw. 1:6 (MHEC5, S180) gesplittet. 
 Zunächst wurde das Kultivierungsmedium der zu splittenden Zellen abgesaugt und 
die Zellen mit 150 l/cm2 PBS gespült. Anschließend wurden die Zellen mit 100 l/cm2 
Trypsin/EDTA überschichtet und für 2-5 min im Brutschrank inkubiert. Durch Klopfen gegen 
den Boden der Kulturschale wurden sämtliche noch leicht anhaftenden Zellen abgelöst. 
Nachdem mittels mikroskopischer Kontrolle überprüft worden war, dass sich die Zellen vom 
Kulturschalenboden gelöst hatten, wurde die Trypsinwirkung durch Zugabe von 200 l/cm2 

Kultivierungsmedium gestoppt. Anschließend wurde die Zellsuspension in ein 15 ml 
Zentrifugenröhrchen überführt, die Vertiefung mit 100 l/cm2 Medium gespült und das 
Spülmedium ebenfalls in das Zentrifugenröhrchen überführt. Die Zellen wurden für 5 min bei 
200 g zentrifugiert und der Überstand abgesaugt. Abschließend wurden die Zellen im 
Kultivierungsmedium resuspendiert, entsprechend ihrer Verwendung verdünnt und in den 
neuen Platten ausgesät. 
 

4.1.3. Kryokonservierung der Endothelzellen 
Für die Kryokonservierung wurden die Zellen, wie für die Subkultivierung, mit PBS gespült, 
mittels Trypsin/EDTA vom Kulturschalenboden gelöst, in ein Zentrifugenröhrchen überführt 
und zentrifugiert. Anschließend wurden sie im Einfriermedium resuspendiert und je 1 ml der 
Suspension mit ca. 2-3 x 105 Zellen in ein Kryoröhrchen überführt. Die Zellen wurden 
zunächst in einem Styroporbehälter langsam auf –70C heruntergekühlt und nach 24-48 
Stunden in den Stickstofftank (-196°C) überführt. 
 

4.1.4. Auftauen von Zellen 
Die Zellen wurden aus dem Stickstofftank entnommen und in einem 37C warmen 

Wasserbad unter leichtem Schwenken aufgetaut. Die Zellsuspension wurde in ein 
Zentrifugenröhrchen mit 10 ml DMEM+ (S180, MHEC5, BClRcobble) oder MECGM 
(HMVEC) überführt und für 5 min bei 200g zentrifugiert. Anschließend wurde der Überstand 
abgesaugt, die Zellen in 1,5 ml Kultivierungsmedium resuspendiert und in einer gelatinierten 
Vertiefung einer 6-Loch-Platte ausgesät. Am nächsten Tag wurde das Kultivierungsmedium 
gewechselt. 
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4.1.5. Bestimmung der Zellzahl 
Zur Bestimmung der Zellzahl wurden die Zellen wie oben beschreiben trypsiniert, 
zentrifugiert und anschließend in 1 ml Medium resuspendiert. Anschließend wurde ein 
Tropfen der Zellsuspension in eine Neubauer-Zählkammer überführt und die Zellzahl 
bestimmt. Hierfür wurden 2 (MHEC5) oder 4 (HMVEC, BCl Rcobble) Großquadrate 
ausgezählt und das arithmetische Mittel bestimmt. Die Berechnung erfolgte anhand 
folgender Formel: 

 
Zellzahl/ml = arithmetisches Mittel x Verdünnungsstufe x Kammerkonstante (104) 

 

4.2. Herstellung der Liposomen 
Die Liposomen wurden von der Firma Munich Biotech AG (Martinsried) hergestellt und 
gekühlt geliefert. Die Herstellung erfolgte nach der Filmmethode (SN 230) oder mittels 
Ethanol- Injektion (SN 307, SN 334, SI 295, TM 235). Der Gesamtlipidgehalt der Liposomen 
aller Proben betrug 10 mM. Die Bestimmung des Lipidgehaltes erfolgte durch die Firma 
Schimadzu, Duisburg.  Die Partikelgröße lag bei 80-150 nm. Sie wurde mittels 
Photonenkorrelationsspektrometrie durch die Firma Malvern Instruments, Herrenberg, 
ermittelt. Zur Herstellung wurden die Lipide DOTAP und DOPC (Avanti Polar Lipids, 
Alabaster, USA), Au-DPPE (Nanoprobes, Yaphank, USA) und Rh-DOPE verwendet. 
 
4.2.1. Filmmethode zur Herstellung der Liposomen (SN 230) 
DOTAP (3,5mg/ml) und DOPC (1,62 mg/ml) wurden eingewogen, in Chloroform (ca. 5 ml) 
gelöst und in einen 100 ml Rundkolben überführt. Au-DPPE (20 nmol/ml) wurde mit 
Methanol direkt im Gefäß gelöst und ebenfalls in den Rundkolben überführt. Das 
Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer evaporiert, der entstandene Lipidfilm 45 min 
bei 40°C getrocknet und anschließend in 5% Glucose (steril) durch leichtes Schwenken 
rehydriert. Da die Löslichkeit des Lipidfilms schlecht war, wurde die Mischung im Rundkolben 
kurz im Ultraschallbad behandelt (10 sec). Nach der Beschallung wurde die Formulierung bei 
20 °C zentrifugiert (300g für 5 min), der Überstand mit Argon überschichtet und im 
Kühlschrank über Nacht aufbewahrt. Am nächsten Tag wurde die Formulierung rotiert (60 
min, ca. 50 UpM) und dann extrudiert. Die Extrusion erfolgte fünf Mal durch 200 nm 
Membrane mit einem Druck von 5-7 bar. 
 
4.2.2. Ethanol Injektion zur Herstellung der Liposomen (SN 307, SN 334, SI 295, 

TM 235) 
Die eingewogenen Lipide DOTAP, DOPC und Au-DPPE (Konzentrationen siehe Kapitel 
4.2.1.) wurden im Chloroform (bzw. in Methanol-Au-DPPE) gelöst und gemischt. Zur 
Herstellung der Rhodamin-markierten Liposomen (SI 295) wurde Rh-DOPE in einer 
Konzentration von 0,5 mM verwendet. Die Lösungsmittel wurden evaporiert und das 
Lipidgemisch in Ethanol gelöst. Die Lösung wurde langsam unter ständigem Rühren in die 
sterile 5%ige Glucoselösung eingespritzt und die Lösung weitere 60 min gerührt. Bei der 
Herstellung der Gold-markierten Liposomen (SN 307, SN 334) wurde die Lösung noch 
zusätzlich mit Ultraschallwellen behandelt (SN 307 5 min, SN 334 3x5 sec). Die Lösung 
wurde anschließend zentrifugiert (3000g für 10 min), der Überstand mit Argon überschichtet 
und über Nacht im Kühlschrank gelagert. Am nächsten Tag wurde die Formulierung rotiert 
(60 min, ca. 50 UpM) und dann extrudiert. Die Extrusion erfolgte fünf Mal durch 220 nm 
Membrane mit einem Druck von 5-7 bar. 
 
4.3. Transmissionselektronenmikroskopische Untersuchungen 
Für sämtliche transmissionselektronenmikroskopischen Untersuchungen wurden die Zellen 
in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte auf gelatinierten Glasplättchen ausgesät und für 48 
h inkubiert. Sie wurden vor Beginn der Versuchsreihe phasenkontrastmikroskopisch beurteilt 
und mittels der angeschlossenen Fotokamera (Inteq 000610) und dem 
Bildbearbeitungssystem Axiovision dokumentiert.  
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Für sämtliche Versuchsansätze erfolgte die Dehydrierung der Zellproben im Rahmen der 
Einbettung für die Elektronenmikroskopie nach der Fixierung in einer aufsteigenden 
Alkoholreihe (Ethanol 30%, 50%, 70%, 80%, 90% je 30 min, 100% für 2x15 min, 
Propylenoxid 30 min). Die Zellen wurden über Nacht in einem Epon-Propylenoxid-Gemisch 
(50:50) in Gefäßen mit locker aufgelegtem Deckel belassen. Am nächsten Tag wurden die 
Präparate für mindestens 4 Stunden in reines Epon überführt und anschließend 
ausgegossen. Die Polymerisierung des Kunststoffes erfolgte für 48 Stunden bei 60°C. 
Von den Proben wurden zunächst 100 nm dicke Semidünnschnitte angefertigt und mittels 
der Richardson-Lösung gefärbt. Dies diente zur Auswahl geeigneter Proben mit ausreichend 
Material und zur Orientierung am Präparat für die Anfertigung von Ultradünnschnitten. 
Es wurden nun von geeigneten Blöcken Ultradünnschnitte (60 nm) angefertigt, diese auf 
Nickel- oder Kupfergrids aufgefangen, getrocknet und für je 10 min mit Uranylacetat und 
Ultrostain II (Bleicitrat) kontrastiert. 
Nach Trocknung der Präparate wurden diese im Transmissionselektronenmikroskop EM 10 
CR der Firma Zeiss ausgewertet. Die Fotodokumentation erfolgte unter Verwendung von 
Kodak Electron Microscope Filmen. 
 
4.3.1. Transmissionselektronenmikroskopische Untersuchung der Glykokalix 

mikrovaskulärer Endothelzellen  
Die Zellen wurden in einer Konzentration von 0,5 x 104/cm2 (MHEC5) bzw. 1 x 104/cm2 (BCl 
Rcobble, HMVEC) in vier Vertiefungen einer 24-Loch-Platte ausgesät. Nach 48 Stunden 
wurden die Zellen für die Glykokalixfärbung verwendet. Hierbei zeigten sie bei der 
phasenkontrastmikroskopischen Untersuchung vor Versuchseinsatz eine Konfluenz von ca. 
70%-80%.  
Zunächst wurden die Zellen einmal kurz mit PBS und dann für 5 min mit Cacodylatpuffer mit 
0,05% Rutheniumrot gespült. Es folgte die Fixierung mit der Fixierungslösung I 
(Glutaraldehyd, Rutheniumrot in Cacodylatpuffer) für die Rutheniumrot-Färbung für 1h, 
anschließend wurde die Zellen in den Vertiefungen 3x10 min mit 0,1-M-Cacodylatpuffer, dem 
0,05% Rutheniumrot zugesetzt war, gespült. Abschließend folgte die Fixierung mit der 
Fixierlösung II (Osmiumtetroxid, Rutheniumrot in Cacodylatpuffer) und weiteres dreimaliges 
Spülen mit reinem Cacodylatpuffer. Nun wurden die Zellen mit etwas Cacodylatpuffer 
überschichtet, mit einem Glasspatel vorsichtig von den Glasplättchen abgeschabt und in die 
Vertiefung eines Agarblöckchens gegeben. Die Zellsuspension wurde in dem Agarblöckchen 
bei 200g für 5 min zentrifugiert, der Überstand vorsichtig abgesaugt und das Zellpellet mit 
Agar übergossen. 
Es folgten Dehydrierung, Eponeinbettung und die Anfertigung von Schnitten wie in Kapitel 
4.2. beschrieben. 
Für jeden Versuch wurden je vier Vertiefungen einer 24-Loch-Platte als Kontrollen 
mitgeführt, welche mit den gleichen Fixierungslösungen, jedoch ohne Zusatz von 
Rutheniumrot, behandelt wurden. 

4.3.2. Transmissionselektronenmikroskopische Untersuchung der Liposomen 
Zur Untersuchung der Liposomen wurden je 20 μl jeder Liposomencharge in eine kleine 
Vertiefung eines Agarblocks gegeben und dann mit Agar überschichtet, so dass die 
Flüssigkeit im Agarblock eingeschlossen war. Anschließend wurden die Liposomen in 
Karnovsky-Lösung über Nacht fixiert. 
Am folgenden Tag wurden die Blöcke 3x10 min in Cacodylatpuffer gespült, für 2 h mit der 
osmiumhaltigen Kontrastierungslösung kontrastiert und erneut 3x10 min mit Cacodylatpuffer 
gespült. Nun wurden die Proben wie oben beschrieben (Kapitel 4.2.) dehydriert, in Kunststoff 
eingebettet und Ultradünnschnitte gefertigt (60 nm). 
Von den Gold-markierten Liposomen wurden einige Proben mittels Silver-Enhancement 
behandelt. Nach Fixierung der Liposomen in den Agarblöcken wurden diese mit 
Cacodylatpuffer und anschließend  3 x 5 min mit Aqua dest. gespült. Dann erfolgte das 
Silver-Enhancement für 3, 5 oder 10 min mit der Silver-Enhancer-Lösung. Es wurde erneut 
zunächst 3 x 5 min mit Aqua dest. und dann 10 min mit Cacodylatpuffer gespült. 
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Abschließend erfolgte die Kontrastierung mit 0,1%igem Osmiumtetroxid in 0,1-M-
Cacodylatpuffer. Dann wurden die Proben analog der übrigen Liposomen behandelt (s.o.). 

4.3.3. Transmissionselektronenmikroskopische Untersuchung der Aufnahme 
und intrazellulären Verteilung Gold-markierter Liposomen durch 
mikrovaskuläre Endothelzellen 

Die Zellen wurden in einer Konzentration von 0,5 x 104/cm2 (MHEC5) bzw. 1 x 104/cm2 (BCl 
Rcobble) in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte auf gelatinierten Glasplättchen ausgesät 
und für 40-48 h inkubiert, bis sie eine Konfluenz von 70-80% erreicht hatten. Dann wurden 
die Zellen einmal kurz mit serum- und antibiotikafreiem Medium gespült (1 min). Zur 
Liposomeninkubation wurde serum- und antibiotikafreies Medium verwendet, dem 20 μl 
Liposomen pro ml Medium zugefügt waren. Die Zellen jeder Vertiefung wurden mit 500 μl 
des Inkubationsmediums überschichtet (enthalten 10 μl Liposomen) und für eine bestimmte 
Zeitdauer inkubiert (15 min, 30 min, 60 min oder 180 min). Pro Versuchsansatz wurden vier 
Vertiefungen mit Zellen eingesetzt. Zur Kontrolle wurden je vier Vertiefungen der Zellen in 
serum- und antibiotikafreiem Medium ohne Zusatz von Liposomen für die gleiche Zeitdauer 
inkubiert. 
Nach Abschluss der Inkubation wurden die Zellen dreimal kurz (1 min) mit serum- und 
antibiotikafreiem Medium gespült. Anschließend erfolgte ein erneuter Spülgang für 3 min in 
Cacodylatpuffer, gefolgt von der Fixierung der Zellen in Karnovsky-Lösung über Nacht. 

Nach der Fixierung in Karnovsky-Lösung wurden die Zellen dem Silver-
Enhancement-Verfahren unterzogen. Hierfür wurde die Methode modifiziert, die Thurston 
und Mitarbeiter (1998) anwendeten. Die Zellen wurden zunächst für 10 min mit 
Cacodylatpuffer gespült, für 5 min mit Glycin (0,05m in PBS) behandelt und anschließend für 
5 min mit 0,05 m HEPES-Puffer gespült. Um unspezifische Reaktionen des Silver Enhancers 
mit Chlorid-Ionen aus dem Spülmedium zu vermeiden, erfolgte anschließend ein dreimaliges 
Spülen der Zellen mit Aqua dest. für je 5 min. Dann wurden die Zellen für 20 min mit dem 
Silver Enhancer bei Raumtemperatur unter Lichtabschluss inkubiert und erneut dreimal mit 
Aqua dest. gespült.  
Nach dem Silver Enhancement erfolgte eine Fixierung mit Natriumthiosulfat. Hierfür wurden 
die Zellen zunächst für 5 min mit 0,05 m HEPES-Puffer gespült, anschließend für 10 min mit 
der Fixierungslösung mit Natriumthiosulfat bei Raumtemperatur inkubiert, erneut für 5 min 
mit HEPES-Puffer und anschließend für 5 min mit Cacodylatpuffer gespült. Es folgte nun die 
Fixierung der Lipidstrukturen mittels Osmiumtetroxid. Hierfür erfolgte die Kontrastierung der 
Präparate der Liposomeninkubation für 30 min mit 0,1%igem Osmiumtetroxid in 0,1 m 
Cacodylatpuffer bei 4 °C, während die Kontrollzellen mit der normalen Kontrastierungslösung 
(1% Osmiumtetroxid in 0,1m Cacodylatpuffer) für 2 h bei 4 °C behandelt wurden. 
Nach erfolgter Kontrastierung mit Osmiumtetroxid wurden die Zellen gründlich mit 
Cacodylatpuffer (3x10 min) und anschließend mit HEPES-Puffer (10 min) gespült. Dann 
erfolgte eine Kontrastierung mit Uranylacetat für 48h bei 37°C, gefolgt von erneutem Spülen 
mit HEPES-Puffer (2x10 min) und Cacodylatpuffer (10 min). 
Zur weiteren Handhabung wurden die Zellen in Agar eingebettet. Hierfür wurden Sie 
zunächst mit einigen Tropfen Cacodylatpuffer überschichtet, mit einem Glasspatel vorsichtig 
von dem Boden der Vertiefungen abgelöst und in ein Eppendorf-Reaktionsgefäß überführt. 
Hierbei wurden die Zellen aus je 4 Vertiefungen zusammengefasst, um ein sichtbares 
Zellpellet zu erhalten. Die Zellen wurden anschließend für 5 min bei 200 g zentrifugiert und 
das entstandene Zellpellet mit Agar überschichtet. Die in dem Agar eingeschlossenen Zellen 
wurden für 5 min mit Cacodylatpuffer gespült und anschließend dehydriert, in Kunststoff 
eingebettet und für die Elektronenmikroskopie eingeschnitten (s.o.). 
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4.4. Fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen 

4.4.1. Fluoreszenzmikroskopische Untersuchung der Aufnahme Rhodamin-
markierter Liposomen durch mikrovaskuläre Endothelzellen 

4.4.1.1. Quantitative Untersuchung der Aufnahme Rhodamin-markierter 
Liposomen durch mikrovaskuläre Endothelzellen 

Die Zellen wurden in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte in einer Konzentration von 0,5 x 
104/cm2 (MHEC5) bzw. 1 x 104/cm2 (BCl Rcobble, HMVEC) auf gelatinierten Glasplättchen 
ausgesät und für 40-48 h inkubiert, bis sie eine Konfluenz von 70-80 % erreichten. Vor 
Versuchsbeginn wurden die Zellen mittels Phasenkontrastmikroskop (Axiovert 25) beurteilt 
und die Zellzahl pro Vertiefung mikroskopisch bestimmt. Hierzu wurden die Zellen mittels 
angeschlossener Videokamera (Inteq 000610) fotografiert, die Zellzahl in 5 Bildausschnitten 
pro Vertiefung bestimmt und daraus die Zellzahl pro Vertiefung berechnet. 
Zur Inkubation mit Rhodamin-markierten Liposomen wurde serum- und antibiotikafreies 
Medium eingesetzt. Pro ml Medium wurden 20 μl Liposomen (SI 235) zugesetzt. Die Zellen 
wurden zunächst zweimal kurz mit serum- und antibiotikafreiem Medium gespült (je 1 min) 
und anschließend mit 500 μl Inkubationsmedium überschichtet (enthalten 10 μl Liposomen 
SI 235). Die Inkubation erfolgte für 30 min, 60 min oder 180 min. Es wurden pro Versuch vier 
Vertiefungen mit Liposomen inkubiert und zwei Vertiefungen nur mit serum- und 
antibiotikafreiem Medium (ohne Zusatz von Liposomen) als Kontrolle mitgeführt.  
Nach Abschluss der Inkubation erfolgte die Fluoreszenzmessung im Mikroplattenreader 
(Fluostar Optima). Hierfür wurde zunächst eine Positivmessung durchgeführt, bei der das 
Medium mit enthaltenen Liposomen sich noch in der Vertiefung befand. Anschließend 
wurden nicht gebundene Liposomen durch dreimaliges Spülen mit serum- und 
antibiotikafreiem Medium aus der Vertiefung entfernt und die gebundene Menge an 
Liposomen durch erneute Fluoreszenzmessung bestimmt. Es folgte nun eine Inkubation in 
0,2%iger Trypan Blau-Lösung für 2 min, um die extrazelluläre Fluoreszenz zu überdecken 
und so die Menge an internalisierten Liposomen bestimmen zu können. Nach der Inkubation 
in Trypan Blau wurden die Zellen einmal mit Phosphat-gepufferter Salzlösung (phosphate-
buffered saline, PBS) gespült und es erfolgte eine dritte Messung der Fluoreszenz in den 
Vertiefungen. Anschließend wurden die Zellen mit 2,5% Glutaraldehyd für 30 min fixiert und 
anschließend für die Versuche zur qualitativen Untersuchung der Aufnahme der Liposomen 
im Fluoreszenzmikroskop eingesetzt.  
Nach der fluoreszenzmikroskopischen Untersuchung wurden die Zellen mit Methanol und 
Aceton fixiert und nach Giemsa gefärbt. Es wurde lichtmikroskopisch die Zellzahl auf den 
Plättchen nach Abschluss der Versuche bestimmt. Diese erneute Bestimmung war 
notwendig, da die Behandlung der Zellen mit Trypan Blau, welches zelltoxisch ist, zu einer 
Ablösung eines Teiles der Zellen vom Kulturschalenboden führte. Somit musste die Zellzahl 
nach Trypan Blau-Behandlung erneut bestimmt werden. Hierfür wurde die Zellzahl unter 
Verwendung eines Lichtmikrokopes (Nikon Optiphot-2) mit angeschlossener Videokamera 
(Sony DXC 930P) und dem Bildverarbeitungssystem Lucia M in zehn Bildausschnitten 
bestimmt und daraus die Gesamtzellzahl pro Glasplättchen berechnet. 

4.4.1.2. Qualitative Untersuchung der Aufnahme Rhodamin-markierter 
Liposomen durch mikrovaskuläre Endothelzellen 

Um die Lokalisation der gebundenen und internalisierten Liposomen zu bestimmen, wurden 
die Zellen auf den Glasplättchen aus den Versuchen zur quantitativen Aufnahme verwendet. 
Zusätzlich wurden je Versuchsansatz zwei Vertiefungen eingesetzt, die direkt nach der 
Abspülung ungebundener Liposomen mit 2,5 % Glutaraldehyd fixiert wurden, also nicht mit 
Trypan Blau gefärbt wurden, um die Bindung der Liposomen an die Zelle erfassen zu 
können. 
Nach der Fixierung wurden die Glasplättchen vorsichtig mit einer Pinzette aus den 
Vertiefungen herausgehoben und mit einem Tropfen Aqua Polymount auf einen Objektträger 
gebracht. Die Präparate wurden in einem Lichtmikroskop mit Fluoreszenz (Diaplan Leitz) 
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betrachtet, die Dokumentation erfolgte mittels einer eingebauten Videokamera (Nikon DXM 
1200) und dem Bildbearbeitungssystem ACT-1. 
 
4.5. Untersuchungen zur Induktion der Apoptose durch Inkubation 

mikrovaskulärer Endothelzellen mit unmarkierten Liposomen 
Die Zellen wurden in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte in einer Konzentration von 0,5 x 
104/cm2 (MHEC5) bzw. 1 x 104/cm2 (BCl Rcobble, HMVEC) auf gelatinierten Glasplättchen 
ausgesät und für 40-48 h inkubiert. Vor Versuchseinsatz wurden die Zellen 
phasenkontrastmikroskopisch untersucht und photographisch dokumentiert. Zu diesem 
Zeitpunkt hatten sie 70-80% Konfluenz erreicht.  
Zunächst wurden die Zellen zweimal kurz mit serum- und antibiotikafreiem Medium gespült 
(je 1 min), dann mit dem Inkubationsmedium versorgt und für 2 h inkubiert. Das 
Inkubationsmedium enthielt 20 μl Liposomen (Charge TM235) je ml Medium, pro Vertiefung 
wurden 500 μl Inkubationsmedium zugefügt. Es wurden vier Vertiefungen mit Liposomen und 
vier Vertiefungen nur in serum- und antibiotikafreiem Medium inkubiert (Kontrollen). 
Nach Abschluss der Inkubation wurden die Zellen erneut zweimal kurz mit serum- und 
antibiotikafreiem Medium gespült und dann dem Apo-Annexin-V-Test nach 
Herstellerprotokoll unterzogen. Hierfür wurden die Vertiefungen zunächst einmal kurz mit 
Binding Buffer gespült. Anschließend wurden die Zellen in drei Vertiefungen mit der nach 
Herstellerangaben angesetzten Mischung der Komponenten (200 μl Binding Buffer mit 5 μl 
Annexin V und 10 μl Propidium Iodid) des Apoptose-Kits überschichtet, so dass der Boden 
gut bedeckt war (100 μl pro Vertiefung). Eine Vertiefung wurde zur Kontrolle (Abgrenzung 
der Eigenfluoreszenz der Zellen) nur mit Binding Buffer überschichtet. Die Inkubation erfolgte 
unter Lichtabschluss bei 18°C. Nach der Inkubation wurden die Zellen mit Binding Buffer 
gespült und für 30 min mit 1%igem Formaldehyd fixiert. Die Glasplättchen wurden nach der 
Fixierung aus den Vertiefungen gehoben, mit einem Tropfen Aqua Polymount auf einen 
Objektträger gebracht und fluoreszenzmikroskopisch untersucht. 
Die Zellen wurden an einem Lichtmikroskop mit Fluoreszenzeinrichtung (Diaplan Leitz) 
beurteilt und mittels angeschlossener Videokamera (Nikon DXM 1200) und dem 
Bildbearbeitungssystem ACT-1 dokumentiert. Es wurden pro Glasplättchen die Zellen in 10 
Bildausschnitten im phasenkontrastmikroskopischen Bild und im deckungsgleichen 
fluoreszenzmikroskopischen Bild dokumentiert. Im phasenkontrastmikroskopischen Bild 
wurden alle Zellen im Bildausschnitt gezählt, im fluoreszenzmikroskopischen Bild wurde die 
Anzahl fluoreszierender und somit apoptotischer Zellen im äquivalenten Bildausschnitt 
gezählt. Daraus wurde der Prozentsatz apoptotischer Zellen bezogen auf die insgesamt 
gezählten Zellen berechnet. 
 
4.6. Statistische Verfahren 
Die computergestützte Analyse wurde mit Hilfe des Statistikprogramms PASW Statistics 17.0 
für Windows durchgeführt. Das Signifikanzniveau wurde mit α= 0,05 festgelegt. 
Durchschnittswerte werden als unterschiedlich eingestuft, wenn beim statistischen Vergleich 
der p-Wert < 0,05. 
Die Variablen der Versuche zur Glykokalix und zur quantitativen Analyse der Bindung und 
Internalisierung der Liposomen wurden mittels Shapiro-Wilk-Test und Kolmogorov-Smirnoff-
Test auf Normalverteilung untersucht, alle Variablen erwiesen sich als nicht-normalverteilt 
(für alle Test p<=0,002). 
Für die Ergebnisse der Glykokalixmessungen wurden der Median, das erste und dritte 
Quartil und der Interquartilsabstand angegeben, ebenso erfolgte eine Darstellung mittels 
Boxplots.  
Für die quantitativen Analysen zur Bindung und Internalisierung von Liposomen wurde 
aufgrund der großen Schwankungen der RLU-Werte in den Versuchen aus den Daten der 
Median berechnet und die Ergebnisse in einfachen Streudiagrammen dargestellt. Zudem 
wurde der Zusammenhang zwischen der Inkubationsdauer und den nicht-normalverteilten 
Abhängigen (Anteil gebundener von den zugegebenen Liposomen in %, Anteil 
internalisierter von gebundenen Liposomen in % , internalisierte Liposomen in RLU/10.000) 
mit nicht-parametrischen Tests untersucht. Für die stetig metrischen Variablen erfolgte eine 
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Untersuchung mittels Kruskal-Wallis-Test. Zeigte der Mehrfachvergleich nach Kruskal-Wallis 
einen signifikanten Unterschied wurde ein paarweiser Vergleich mit dem Mann-Whitney-U-
Test durchgeführt. 
Für die Untersuchungen zur Apoptose wurden keine statistischen Testverfahren 
angewendet, die Darstellung der Ergebnisse erfolgte mittels Streudiagrammen. 
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5. Ergebnisse 

5.1 Untersuchungen zur Glykokalix der Endothelzellen 
Die Untersuchungen zur Glykokalix der verwendeten mikrovaskulären Endothelzellen 
erfolgte im subkonfluenten Stadium bei 70-80% Konfluenz der Zellen. Analog zu den 
Versuchen zur Liposomeninkubation wurden die Zellen nach 48-stündiger Inkubation auf 
gelatinierten Glasplättchen in den Vertiefungen einer 24-Loch-Platte für die Versuche 
eingesetzt. Die Färbung der Glykokalix erfolgte mittels Ruthenium Rot (siehe Kapitel 4.3.1.). 
Die angefertigten Ultradünnschnitte wurden anschließend elektronenmikroskopisch 
ausgewertet. Hierbei erfolgte zunächst eine qualitative Beurteilung der gefärbten Glykokalix. 
Zudem wurde von je 20 Zellen pro Versuchsansatz die Glykokalix fotographisch 
dokumentiert und ihre Höhe gemessen. Dazu wurde die Glykokalix an je 3 Stellen in 
Bereichen vermessen, an denen die zwei Lipidschichten der äußeren Zellmembran deutlich 
dargestellt werden konnten, um Messfehler durch das Messen im Bereich tangentialer 
Anschnitte der Glykokalix zu vermeiden. Die Ergebnisse dieser 60 Messungen je Versuch 
wurden statistisch ausgewertet. 
 

5.1.1 Glykokalix boviner Endothelzellen 

5.1.1.1 Qualitative Beschreibung der Glykokalix boviner Endothelzellen 
An der Oberfläche boviner Endothelzellen stellte sich die Glykokalix nach der Ruthenium 
Rot-Färbung als ein elektronendichter Saum dar. Diese im Bereich einer erkennbaren 
Lipiddoppelmembran ausgebildete Glykokalix umgab die Zelle durchgehend bei etwa 90 % 
der Zellen (Abb. 1).  
Dem gegenüber war die Glykokalix bei etwa 10% der untersuchten Zellen stellenweise 
unterbrochen. Bei diesen Zellen war in Bereichen einer differenzierbaren äußeren 
Zellmembran, bei der beide Lipidschichten dargestellt werden konnten, kein 
elektronendichter Saum vorhanden (Abb. 2). Zellen mit Bereichen, in denen keine Glykokalix 
vorhanden, die Lipiddoppelmembran jedoch nicht darstellbar war, wurden nicht als 
unterbrochen gewertet, da hier tangentiale Anschnitte zu falsch negativen Ergebnissen 
führen könnten.  
Die Glykokalix der bovinen Endothelzellen war in den meisten Bereichen gleichmäßig hoch, 
glatt, und regelmäßig ausgebildet (Abb. 1 und 3). In einigen Bereichen ragten Konglomerate 
über die übliche Ebene hinaus, wodurch die Glykokalix ein aufgerautes Bild bot (Abb. 4). An 
einigen Zellen war an der basalen Seite ein höherer elektronendichter Saum vorhanden, 
dieser trat stets im Bereich langer Zellausläufer auf (Abb. 4).  
Teilweise war ein elektronendichter Saum auch als Auskleidung von Invaginationen der 
äußeren Zellmembran und an intrazellulären Vesikeln dicht unterhalb der Zellmembran 
vorhanden (Abb. 3, 5 und 6). Die Vesikel wiesen dabei keinen sichtbaren Kontakt zur 
äußeren Zellmembran auf, befanden sich jedoch stets in direkter Nachbarschaft zu dieser. 
An intrazellulären Vesikeln, die weiter von der äußeren Zellmembran entfernt lagen, war 
dieser elektronendichte Saum als innere Auskleidung nicht auffindbar (Abb. 5). 
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Abb. 1: Ultrastrukturelle Darstellung einer bovinen Endothelzelle nach Ruthenium Rot-
Färbung 
Ein dünner durchgehender Glykokalixsaum (Pfeile) umgibt die Zelle vollständig, Nukleus (N). 
Transmissionselektronenmikroskop.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2: Ultrastrukturelle Darstellung eines Abschnittes mit diskontinuierlicher Glykokalix einer 
bovinen Endothelzelle 
Unterbrochene Glykokalix an einer bovinen Endothelzelle, kurze Bereiche ohne Glykokalix (Pfeil) und 
Bereiche mit dünner ausgebildeter Glykokalix (Pfeilspitzen). Transmissionselektronenmikroskop. 
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Abb. 3: Ultrastrukturelle Darstellung einer 
bovinen Endothelzelle mit dünner 
Glykokalix 
Dünner, regelmäßiger, glatter Glykokalixsaum 
an der Oberfläche einer bovinen Endothelzelle 
(Pfeile) und als Auskleidung eines 
abgeschnürten Vesikels (Pfeilspitze). 
Transmissionselektronenmikroskop.  

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 4: Ultrastrukturelle Darstellung der 
Glykokalix einer bovinen Endothelzelle im 
Bereich eines Zellausläufers 
Bereich mit aufgerautem Glykokalixsaum, der 
von Konglomeraten (Pfeile) überragt wird, 
verdickte Glykokalix (Pfeilspitze) basal im 
Bereich eines Zellausläufers. 
Transmissionselektronenmikroskop.

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 5: Ultrastrukturelle Darstellung von Vesikeln mit und ohne Auskleidung durch eine 
Glykokalix in einer bovinen Endothelzelle 
Glatte, kontinuierliche Glykokalix (Gc) an der Oberfläche der Zelle, Glykokalix kleidet Invaginationen 
und intrazelluläre Vesikel (Pfeilspitzen) in Nachbarschaft zur Zellmembran aus, intrazelluläre Vesikel 
(Vo) ohne Auskleidung durch eine Glykokalix. Nukleus (N). Transmissionselektronenmikroskop.  
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Abb. 6: Ultrastrukturelle Darstellung eines Vesikels mit Auskleidung durch eine Glykokalix in 
einer bovinen Endothelzelle 
Aufgeraute Glykokalix an der Zelloberfläche (Gc), Glykokalix (Pfeilspitze) kleidet intrazellulären 
Vesikel (Vm) aus. Mitochondrium (M). Transmissionselektronenmikroskop. 

 

5.1.1.2 Vermessung der Glykokalix boviner Endothelzellen 
Es wurden nur Stellen in die Auswertung einbezogen, an denen eine Glykokalix ausgebildet 
war, die Bereiche ohne Glykokalix wurden in der Vermessung nicht berücksichtigt. Die Höhe 
der Glykokalix schwankte innerhalb der einzelnen Versuchsansätze unterschiedlich stark. 
So lagen im ersten Versuchsansatz die Messergebnisse verhältnismäßig dicht beieinander, 
während im zweiten und insbesondere im dritten Versuchsansatz stärkere Schwankungen in 
der gemessenen Höhe beobachtet werden konnten (Abb. 7). So betrug der 
Interquartilsabstand im ersten Versuch lediglich 11 nm, während er im zweiten Versuch bei 
20,6 nm und im dritten Versuch sogar bei 27,95 nm lag (Tab. 1). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
Abb. 7: Höhe der Glykokalix proliferierender 
boviner Endothelzellen  
Bovine Endothelzellen der Passage 13 wurden bis 
zum Erreichen von ca. 70% Konfluenz kultiviert, 
die Glykokalix mittels Ruthenium Rot gefärbt und 
deren Höhe an elektronenmikroskopischen Bildern 
gemessen. 

 
 

Tab. 1: Statistische Werte zur Vermessung der 
Glykokalix boviner Endothelzellen 
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Das gemessene Minimum aus allen drei Versuchen lag bei 3,2 nm, der größte gemessene 
Wert aller Versuche betrug 170 nm. Der Median lag in der ersten Versuchsreihe bei 12,5 
nm, im zweiten Versuch bei 20 nm und im dritten Versuch bei 27,75 nm (Tab. 1).  
Fasst man die Ergebnisse aller drei Versuche zusammen, so liegt der Median bei 19,51 nm, 
das erste Quartil bei 12,13 nm und das dritte Quartil bei 28,5 nm. Somit liegen 50% aller 
Werte aus den drei Versuchen zwischen 12,13 nm und 28,5 nm. Der Interquartilsabstand 
der Werte aus allen drei Versuchen beträgt 16,37 nm (Tab. 1). 
 

5.1.2 Glykokalix muriner Endothelzellen 

5.1.2.1 Qualitative Beschreibung der Glykokalix muriner Endothelzellen 
Auch die murinen Endothelzellen wiesen nach der Ruthenium Rot-Färbung einen 
elektronendichten Saum an der Oberfläche aller Zellen auf, der die Glykokalix repräsentierte 
(Abb. 8). Diese war bei allen Zellen kontinuierlich ausgebildet. Die Höhe der Glykokalix 
variierte. Insbesondere zwischen verschiedenen Zellen traten Abweichungen in der 
Ausprägung der Glykokalix auf.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 8: Ultrastrukturelle Darstellung einer murinen Endothelzelle nach Ruthenium Rot-
Färbung 
Raue, stark ausgeprägte Glykokalix (Gc) umgibt die Zelle vollständig, Nukleus (N), Querschnitt durch 
eine benachbarte Zelle (Q). Transmissionselektronenmikroskop. 
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Einige Zellen zeigten eine ausgeprägte, raue Glykokalix mit Konglomeraten, die das 
normale Niveau überragten. Diese Zellen waren gestreckter und enthielten viele 
Mitochondrien. Ihr Zytoplasma war weniger elektronendicht als das der übrigen Zellen und 
umgab den Kern nur in Form eines dünnen Saumes (Abb. 8 und 10). 
Der überwiegende Teil der Zellen gehörte zum zweiten Zelltyp mit dünner Glykokalix und 
elektronendichterem Zytoplasma. Diese Zellen enthielten viel raues Endoplasmatisches 
Retikulum sowie viele Ribosomen (Abb. 9 und 12). Sie zeigten ein eher abgerundetes 
Zellbild mit einem breiten Zytoplasmasaum um den Zellkern sowie mehreren Nukleoli.  
Aber auch an verschiedenen Abschnitten der Zellmembran einer einzelnen Zelle konnten 
Variationen in der Ausprägung der Glykokalix registriert werden. An der luminalen Seite der 
Zellen und im Bereich von Zellfortsätzen zeigten sich Bereiche mit einer höheren, 
aufgerauten Glykokalix. In diesem Bereich war der elektronendichte Saum unregelmäßig 
und einige elektronendichte Konglomerate ragten über das übliche Niveau der Glykokalix 
hinaus (Abb. 10). 

Abb. 9.: Ultrastrukturelle Darstellung einer murinen Endothelzelle mit dünner Glykokalix nach 
Ruthenium Rot-Färbung 
Dünne Glykokalix (Pfeilspitzen) umgibt die Zelle vollständig, elektronendichtes Zytosol (Cy) mit vielen 
Ribosomen (Pfeile) und rauem Endoplasmatischen Retikulum (rER), Nukleus (N). 
Transmissionselektronenmikroskop. 
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Abb. 10: Ultrastrukturelle Darstellung der rauen Glykokalix an den Zellfortsätzen einer murinen 
Endothelzelle 
Glykokalix (Gc), Konglomerate (Pfeilspitzen) ragen über das Niveau der Glykokalix hinaus, 
intrazelluläre Vesikel mit Auskleidung durch eine Glykokalix (Vm). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

 
Auch im Zytoplasma der murinen Zellen wiesen einige intrazelluläre Vesikel in der Nähe der 
äußeren Zellmembran eine Auskleidung mit einer Glykokalix auf, während diese bei anderen 
Vesikeln fehlte (Abb. 10 bis 12). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
Abb. 11: Ultrastrukturelle Darstellung eines 
intrazellulären Vesikels ohne Auskleidung 
durch eine Glykokalix, murine 
Endothelzelle 
Dünne, glatte Glykokalix (Gc) an der äußeren 
Zellmembran, intrazellulärer Vesikel ohne 
Glykokalix (Vo). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 12: Ultrastrukturelle Darstellung eines 
Vesikels mit Auskleidung durch eine 
Glykokalix, murine Endothelzelle 
Dünne, glatte Glykokalix (Gc) an der äußeren 
Zellmembran, intrazellulärer Vesikel mit 
Glykokalix (Vm). 
Transmissionselektronenmikroskop.

5.1.2.2 Vermessung der Glykokalix muriner Endothelzellen 

Die Höhe der Glykokalix muriner Endothelzellen schwankte innerhalb der Versuche, die 
Standardabweichung war in allen drei Versuchen relativ hoch. Sie betrug im ersten Versuch 
15,8 nm, im zweiten Versuch 13,27 nm und im dritten Versuch 14,77 nm (Tab.2). Es traten 
mehrere einzelne Werte auf, die stark vom Median nach oben abwichen (Abb. 13). 
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Tab. 2: Statistische Werte zur Vermessung der 
Glykokalix muriner Endothelzellen

 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 13: Höhe der Glykokalix proliferierender 
muriner Endothelzellen  
Murine Endothelzellen in der Passage 45 wurden 
bis zum Erreichen von ca. 70% Konfluenz 
kultiviert, die Glykokalix mittels Ruthenium Rot 
gefärbt und deren Höhe an 
elektronenmikroskopischen Bildern gemessen 

 
Der niedrigste gemessene Wert aus allen drei Versuchen beträgt 4 nm, das Maximum liegt 
bei 210 nm. Der Median liegt für den ersten Versuch bei 15,9 nm, für den zweiten Versuch 
bei 19 nm und im dritten Versuch bei 20 nm (Tab. 2).  
Fasst man die Ergebnisse aus allen drei Versuchen zusammen, so liegt der Median bei 18,5 
nm. Das erste Quartil liegt bei 12 nm und das dritte Quartil bei 25,40 nm (Tab. 2). Somit 
liegen 50 % aller gemessenen Werte aus den drei Versuchen zwischen 12 nm und 25,40 
nm. Der Interquartilsabstand für alle Werte der drei Versuche beträgt 13,4 nm (Tab. 2). 
 
  

5.1.3 Humane Endothelzellen 

5.1.3.1 Qualitative Beschreibung der Glykokalix humaner Endothelzellen 
Nach der Ruthenium Rot-Färbung wurde auch die Glykokalix der humanen Zellen als 
kontinuierlicher elektronendichter Saum an allen Zellen sichtbar (Abb. 14).  Die Glykokalix 
umgab durchgängig alle betrachteten Zellen, es gab keine Variationen in der Höhe.  
An allen Zellen war die Glykokalix ein glatter, gleichförmiger Saum (Abb. 15 und 16).  Es 
traten keine Bereiche mit Aufrauungen oder Konglomeraten auf, die über das Niveau 
hinausragten. Innerhalb des Zytoplasmas humaner Endothelzellen traten nur wenige Vesikel 
auf, von denen keiner eine Auskleidung mit einer Glykokalix besaß (Abb. 14 und 16). 
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Abb. 14: Ultrastrukturelle Darstellung einer humanen Endothelzelle nach Ruthenium Rot-
Färbung 
Eine gleichförmige Glykokalix umgibt die Zelle vollständig (Gc), Nukleus (N), Vesikel ohne 
Auskleidung durch eine Glykokalix (Vo). Transmissionselektronenmikroskop. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 15: Ultrastrukturelle Darstellung der Glykokalix einer humanen Endothelzelle nach 
Ruthenium Rot-Färbung 
Glatte, gleichförmige Glykokalix an der äußeren Zellmembran (Gc), Nukleus (N), Kernmembran (K). 
Transmissionselektronenmikroskop. 
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Abb. 16: Ultrastrukturelle Darstellung intrazellulärer Vesikel ohne Glykokalix, humane 
Endothelzelle 
Glatte, gleichförmige Glykokalix (Gc) an der äußeren Zellmembran, Vesikel ohne Glykokalix (Vo). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

5.1.3.2 Vermessung der Glykokalix humaner Endothelzellen 
Die Werte der Vermessung der Glykokalix humaner Endothelzellen wiesen eine Streuung 
auf. Auch hier streuten die Werte zwischen den einzelnen Versuchsreihen unterschiedlich 
stark (Abb. 17). So war der Interquartilsabstand im dritten Versuch mit 13,15 nm am 
höchsten, im zweiten Versuch betrug er 10 nm. Die geringste Streuung trat beim ersten 
Versuch auf, hier betrug der Interquartilsabstand 6,48 nm (Tab. 3). Nur in der dritten 
Versuchsreihe wichen mehrere Messwerte deutlich vom Median ab (Abb. 17). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
Abb. 17: Höhe der Glykokalix proliferierender 
humaner Endothelzellen  
Humane Endothelzellen der Passage 7 wurden 
bis zum Erreichen von ca. 70% Konfluenz 
kultiviert, die Glykokalix mittels Ruthenium Rot 
gefärbt und deren Höhe an 
elektronenmikroskopischen Bildern gemessen 

 
 
Tab. 3: Statistische Werte zur Vermessung der 
Glykokalix humaner Endothelzellen 
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Das Maximum aus allen drei Versuchen zur Messung der Glykokalix lag bei 75 nm. Der 
kleinste gemessene Wert betrug 3,2 nm. Der Median betrug in der ersten Versuchsreihe 10 
nm, im zweiten Versuch lag er bei 15 nm und im dritten Versuch bei 20 nm (Tab. 3). 
Fasst man die Werte aller drei Versuche zusammen, so liegt der Median bei 15 nm. Das 
erste Quartil beträgt 10 nm und das dritte Quartil 22,2 nm. Somit liegen 50% aller Werte 
zwischen 10 nm und 22,2 nm. Der Interquartilsabstand beträgt für alle drei Versuche 
zusammen 12,2 nm (Tab. 3). 

5.1.4 Vergleichende Darstellung der Vermessung der Glykokalix 
unterschiedlicher Endothelzellen 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 18: Vergleichende Darstellung der Vermessung der endothelialen Glykokalix 
unterschiedlicher Zellarten. 
 
Die Glykokalix humaner Endothelzellen weist die geringste Streuung auf 
(Interquartilsabstand (IQR)=12,2). Die Interquartilsabstände (Bereich zwischen erstem und 
drittem Quartil) bei den murinen Endothelzellen sind bei allen drei Versuchsansätzen etwa 
gleich groß (Abb. 18), die Ergebnisse streuen gleich stark (IQR versuch 1 =15,8, IQR versuch 2 = 
13,27, IQR versuch 3 = 14,77) (Tab. 2). Bei den bovinen und den humanen Endothelzellen 
schwanken die Interquartilsabstände zwischen den drei Versuchsansätzen relativ stark 
(Abb. 18). So ist der Interquartilsabstand der bovinen Endothelzellen im zweiten Versuch 
(IQR versuch 2 =20,6) fast doppelt so groß wie im ersten Versuch (IQR versuch 1 =11). Im dritten 
Ansatz (IQR versuch 3  =27,95) ist er sogar fast 2,5mal so groß wie im ersten Ansatz (Tab. 1). 
Bei den humanen Zellen ist die Streuung im dritten Ansatz (IQR versuch 3 = 13,15) doppelt so 
groß wie im ersten Ansatz (IQR versuch 1=6,48), im die Streuung im zweiten Versuch liegt 
dazwischen (IQR versuch 2=10) (Tab 3). Die bovinen Endothelzellen weisen insgesamt die 
größte Streuung der Messwerte auf (IQR= 16,37). 
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Tab. 4: Vergleichende Darstellung der Häufigkeitsverteilung der Messwerte zur Höhe der 
Glykokalix unterschiedlicher Zellarten innerhalb festgesetzter Intervalle  
 
 Rind Maus Mensch 

Anzahl 
Werte 

% 
Anzahl 
Werte 

% 
Anzahl 
Werte 

% 

>75 nm 6 3,33 8 4,44 0 0 
30 nm – 75 nm 22 12,22 15 8,33 3 1,67 
10 nm – 30 nm 108 60 120 66,67 121 67,22 
<10 nm 44 24,45 37 20,56 56 31,11 
       
Gesamt 180 100 180 100 180 100 

 
Bei den humanen Zellen sind sämtliche Werte (100%) im Bereich zwischen 0 nm und 75 nm 
angesiedelt. Bei den murinen Zellen sind acht Werte (4,44% aller Werte) größer als 75 nm, 
sie liegen im Bereich zwischen 75 und 250 nm, wobei nur ein Wert (0,56%) größer als 150 
nm ist. Somit liegen 95,56% aller Werte im Intervall von 0 nm bis 75 nm. Bei den bovinen 
Zellen sind sechs Werte (3,33%) größer als 75 nm, auch hier liegt einer (0,56%) dieser 
sechs Werte oberhalb von 150 nm. Hier liegen also 96,67% der Werte im Intervall von 0 nm 
bis 75 nm. 
Etwa zwei Drittel aller Werte liegen bei allen drei Zellarten im Intervall von 10 bis 30 nm. Hier 
liegen bei den murinen Endothelzellen 120 Messwerte (66,67%), bei den bovinen 
Endothelzellen 108 Messwerte (60%) und bei den humanen Endothelzellen 121 Messwerte 
(67,22%). 
Unterhalb von 10 nm liegen in etwa ein Viertel bis ein Drittel aller Werte: bei den murinen 
Zellen 37 Werte (20,56%), bei den bovinen Zellen 44 Werte (24,44%) und bei den humanen 
Zellen 56 Messwerte (31,11%). 
Bei den murinen und bovinen Zellen liegen etwa ein Zehntel aller Werte im Bereich 
zwischen 30 nm und 75 nm (Maus: 15 Werte (8,33%), Rind 22 Werte (12,22%)), bei den 
humanen Zellen liegt hier nur knapp ein Zwanzigstel aller Werte (3 Werte (1,67%)). 
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5.2 Transmissionselektronenmikroskopische Untersuchungen der 
kationischen Liposomen 

Zur Untersuchung der Aufnahme der Liposomen durch Endothelzellen wurden zunächst die 
reinen Liposomen mittels Elektronenmikroskopie untersucht, um deren 
elektronenmikroskopische Struktur für die nachfolgenden Versuche zu identifizieren. Hierfür 
wurden die Liposomen wie in Kapitel 4.3.2. beschrieben für die Elektronenmikroskopie 
vorbereitet und die Proben untersucht und fotografisch dokumentiert. 
Bei einem Teil der Gold-markierten Liposomenproben erfolgte zusätzlich eine Behandlung 
der Liposomen mittels Silver-Enhancement, um die markierenden Nanogold-Partikel 
darzustellen. 
In den untersuchten Proben aller Liposomenchargen fanden sich annähernd runde 
Strukturen mit variierendem Durchmesser.  Diese Strukturen bestanden aus zwei äußeren, 
elektronendichten Schichten, die einen Hohlraum umschlossen. Diese dünnen Schichten 
stellen die Lipiddoppelmembranen der Liposomen dar. Die Liposomen lagen überwiegend in 
großen Clustern zusammen, wobei die Liposomenmembranen benachbarter Strukturen 
einander berührten (Abb. 20). Teilweise lagen die Liposomen auch isoliert vor, ohne in 
Kontakt zu anderen Liposomen zu treten (Abb. 19). Der Durchmesser der Liposomen 
variierte teilweise stark (Abb. 20). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 19: Ultrastrukturelle Darstellung 
solitärer Liposomen 
Einzeln und in kleinen Clustern liegende 
Liposomen (Charge SN 230) mit deutlicher 
Doppelmembran (Pfeil). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

Abb. 20: Ultrastrukturelle Darstellung eines 
Liposomenclusters 
Großes Liposomencluster (Charge SN 307). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

 
Bei den mittels Silver-Enhancement behandelten Proben wiesen die Liposomenmembranen 
intensiv elektronendichte Punkte (silberverstärkte Goldpartikel) auf. Diese waren je nach 
Einwirkdauer des Silberverstärkers unterschiedlich groß. Je länger der Verstärker einwirkte, 
desto größer waren auch die silberverstärkten Goldpartikel (Abb. 22 bis 24). Nach einer 
intensiven Einwirkzeit überdeckten die silberverstärkten Goldpartikel die Strukturen der 
Lipiddoppelmembranen der Liposomen, so dass diese nicht mehr deutlich erkennbar waren 
(Abb. 23). Auch ließen sich nach langer Einwirkzeit kaum mehr einzelne Partikel 
voneinander abgrenzen, es kam zur Konfluenz der einzelnen Goldpartikel, so dass sich 
großflächige, stark elektronendichte Areale bildeten, die darunter liegende Strukturen nicht 
mehr erkennen ließen (Abb. 23 und 24). 

 
     500 nm  

 500 nm 
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Abb. 21: Ultrastrukturelle Darstellung Gold-
markierter Liposomen ohne 
Silberverstärkung 
Großes Liposomencluster (Charge SN 334), 
mit teilweise stark variierendem Durchmesser. 
Transmissionselektronenmikroskop. 
 
 
 
 

Abb. 22: Ultrastrukturelle Darstellung Gold-
markierter Liposomen nach kurzer 
Einwirkzeit des Silberverstärkers 
Einzelne schwarze Punkte in den 
Lipidmembranen der Liposomen (Charge SN 
230) zeigen an, wo silberverstärkte 
Goldpartikel lokalisiert sind. Die Struktur der 
Liposomen aus Lipiddoppelmembran und 
innerem Hohlraum ist gut zu erkennen. 
Transmissionselektronenmikroskop. 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 23: Ultrastrukturelle Darstellung Gold-
markierter Liposomen nach intensiver 
Einwirkzeit des Silberverstärkers 
Großflächige elektronendichte Areale im 
Bereich eines Liposomenclusters. Die  
Silberschalen um die einzelnen Goldpartikel 
sind so groß, dass sie konfluieren, isolierte 
Partikel sind nur vereinzelt in Randbereichen 
auszumachen. Die darunter liegenden 
Liposomen (Charge SN 307) sind nicht mehr 
erkennbar. 
Transmissionselektronenmikroskop. 

 
 
 
Abb. 24: Ultrastrukturelle Darstellung Gold-
markierter Liposomen nach mittlerer 
Einwirkzeit des Silberverstärkers 
Viele größere schwarze Punkte zeigen die 
silberverstärkten Goldpartikel an. Die darunter 
liegenden Liposomen (Charge SN 307) sind 
nicht mehr deutlich zu erkennen, die Fixierung 
der Lipidstrukturen ist nur unzureichend.  
Transmissionselektronenmikroskop. 
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5.3 Quantitative Untersuchungen zur Aufnahme kationischer Liposomen 
durch Endothelzellen 

 
Für die quantitativen Untersuchungen zur Aufnahme der Liposomen wurden die Zellen wie 
in allen Versuchen bei einer Konfluenz von 70-80% nach 48-stündiger Inkubation für die 
Experimente eingesetzt. Es wurden Rhodamin-markierte Liposomen verwendet und diese 
wie in Kapitel 4.4.1.1 beschrieben mit den Zellen inkubiert.  
Die gemessene Fluoreszenz in den einzelnen Vertiefungen der Versuchsansätze wurde in 
Verhältnis gesetzt zur Zellzahl in der jeweiligen Vertiefung, da davon ausgegangen wurde, 
dass mehr Zellen auch mehr Liposomen binden und aufnehmen und somit in einer 
Vertiefung mit mehr Zellen auch eine stärkere Fluoreszenz zu messen ist.   
Die ermittelte Zellzahl vor Beginn der Inkubation wurde in Verhältnis gesetzt zur Fluoreszenz 
nach Bindung der Liposomen. Da sich nach der Färbung mit Trypan Blau einige Zellen vom 
Kulturschalenboden lösten, wurde die Zellzahl nach Abschluss dieser Versuche erneut für 
jede Vertiefung bestimmt. Diese zweite ermittelte Zellzahl wurde für die Ermittlung der 
Fluoreszenz der internalisierten Liposomen, also der Fluoreszenz nach Trypan Blau-
Färbung, herangezogen.  
Aus diesen beiden Werten wurde der Prozentsatz internalisierter Liposomen von den 
insgesamt gebundenen Liposomen bestimmt. Dies ist von Interesse, da in den Liposomen 
transportierte Wirkstoffe nur nach Internalisierung in der Zielzelle ihre Wirkung entfalten. 
Auch wie viel Prozent der insgesamt zugesetzten Liposomen von den verschiedenen 
Zellkulturen gebunden worden war, wurde berechnet. 

5.3.1 Bovine Endothelzellen 

5.3.1.1 Bindung kationischer Liposomen durch bovine Endothelzellen 
Nach Inkubation mit Rhodamin-markierten Liposomen wurden diese durch die bovinen 
Endothelzellen gebunden, in allen Versuchsansätzen war Fluoreszenz nachweisbar. Die 
Fluoreszenzintensität wurde vor und nach dem Abwaschen der ungebundenen Liposomen 
gemessen und auf die Zellzahl der jeweiligen Vertiefung genormt (Abb. 25). Rechnerisch 
wurde dann der Anteil gebundener von den insgesamt zugegebenen Liposomen bestimmt 
(Abb. 26). In Abb. 25 werden die Versuchsergebnisse zur Fluoreszenzintensität gebundener 
Liposomen graphisch dargestellt. Nach 30 min Inkubationsdauer lag der Median der vier 
Assays bei 311,7156 RLU/10.000 Zellen. Nach 60 Minuten Inkubation betrug der Median 
der vier Assays 233,5075 RLU/10.000 Zellen und nach einer Inkubationsdauer von 180 min 
294,6632 RLU/10.000 Zellen. Somit war der Median nach 30 Minuten am höchsten (Abb. 
25). Unter Verwendung des Kruskal-Wallis-Testes (KWT) zeigt sich, dass sich die Bindung 
zwischen den einzelnen Gruppen signifikant unterscheidet (p=0,024). Die Messwerte 
innerhalb der einzelnen Assays streuten verhältnismäßig wenig, jedoch unterschieden sich 
die Messwerte zwischen den einzelnen Assays. Fast alle Messwerte aus allen Assays 
liegen im Bereich von 100-500 RLU/10.000 Zellen. Der niedrigste Messwert aus allen 
Bindungsversuchen mit den bovinen Endothelzellen lag bei 151,22 RLU/10.000 Zellen, der 
höchste Wert bei 780,00 RLU/10.000 Zellen. 
Auffällig war, dass die Messwerte im vierten Versuchslauf mit 60 Minuten Inkubationsdauer 
und im zweiten Versuchslauf mit 30 Minuten Inkubationsdauer alle oberhalb dieser Schwelle 
von 500 RLU/10.000 Zellen lagen, also höher waren als in den übrigen Versuchen. Im 
zweiten Versuchslauf mit 30 Minuten Inkubationsdauer war jedoch auch die 
Fluoreszenzintensität vor dem Abspülen der ungebundenen Liposomen höher, so dass sich 
bei der relativen Betrachtung gebundener von insgesamt zugesetzten Liposomen dieses 
wieder relativiert (Abb. 26). 
Von den insgesamt zugegebenen Liposomen wurden in allen Versuchen jeweils nur knapp 
2% durch die bovinen Endothelzellen gebunden. So lag der Median der vier Assays nach 30 
Minuten bei 1,83%, nach 60 min bei 1,79% und nach 180 min bei 1,9%. Unter Anwendung 
des KWT ergibt sich ein signifikanter Unterschied zwischen den Ergebnisse zu den 
einzelnen Inkubationszeiten (p=0,005). Untersucht man die Messwerte mittels Mann-
Whitney-U-Test (MWT) so zeigt sich, dass nach 60 Minuten signifikant weniger der 
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zugesetzten Liposomen gebunden worden waren als nach 30 Minuten (p=0,003) und 180 
Minuten (p=0,012). Jedoch sind nach 180-minütiger Inkubation nicht signifikant mehr 
Liposomen durch die bovinen Endothelzellen gebunden als nach 30 Minuten (p=0,763). 
Somit gibt es keine stetige Zunahme der Bindung kationischer Liposomen mit zunehmender 
Inkubationsdauer, da nach 180 Minuten vergleichbar viele Liposomen gebunden waren wie 
nach 30 Minuten. Mit zunehmender Inkubationsdauer stieg der Prozentsatz gebundener 
Liposomen nicht stetig an sondern schwankte (Abb. 26). Das Minimum aus allen Versuchen 
lag bei 1,01% gebundener Liposomen, der höchste Wert betrug 3,6 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 25: Bindung kationischer Liposomen durch bovine Endothelzellen 
Bovine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen inkubiert und die Fluoreszenz nach Abwaschen der ungebundenen  
Liposomen bestimmt. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in RLU/10.000 Zellen für die einzelnen 
Vertiefungen (X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen Versuche. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 26: Anteil der durch bovine Endothelzellen gebundenen von den insgesamt zugesetzten 
Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
gebundenen Liposomen an den insgesamt zugesetzten Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche. 
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5.3.1.2 Internalisierung kationischer Liposomen durch bovine Endothelzellen 
Nach Färbung mit Trypan Blau wurde die Internalisierung der Liposomen beurteilt. Die 
Fluoreszenzintensität für die einzelnen Vertiefungen wurde bestimmt und auf die Zellzahl 
der jeweiligen Vertiefung genormt (Abb. 27). Zudem wurde rechnerisch der Anteil 
internalisierter an den insgesamt gebundenen Liposomen bestimmt (Abb. 28).  
Der Median der vier Assays betrug 9,744 RLU/10.000 Zellen nach 30 Minuten Inkubation, 
lag nach 60 Minuten Inkubation bei 11,0565 RLU/10.000 Zellen und nach 180 min 
Inkubationsdauer bei 22,005 RLU/10.000 Zellen. Hier war der Median der Assays nach 180-
minütiger Inkubation am höchsten. Betrachtet man aber in Abb. 27 die Darstellung der 
einzelnen Messwerte, so wird ersichtlich, dass eine Steigerung der Internalisierung 
kationischer Liposomen durch bovine Endothelzellen mit zunehmender Inkubationsdauer 
erst nach 180 Minuten auffällig wurde. Alle Messwerte liegen nach 30 Minuten und 60 
Minuten Inkubation im Bereich von 0 bis 50 RLU/10.000 Zellen, nach 180 Minuten 
Inkubation liegen hier 14 der 16 Messwerte, nur zwei Messwerte überschreiten diese 
Schwelle von 50 RLU/10.000 Zellen.  

Abb. 28 stellt dar, wie viel Prozent der insgesamt gebundenen Liposomen 
internalisiert wurden. Hier betrug der Median der vier Assays nach 30 Minuten 3,71%, nach 
60 Minuten 4,11% und nach 180 Minuten 8,49%. Somit war hier der Median der vier Assays 
nach 180 Minuten Inkubation etwa doppelt so hoch wie nach 30 Minuten und nach 60 
Minuten. Wie sich bei Betrachtung der graphischen Darstellung zeigt, ist diese Steigerung 
gering (Abb. 28). Mittels KWT ergibt sich auch hier eine signifikante Abweichung zwischen 
den Gruppen (p=0,004). Unter Verwendung des MWT zeigt sich, dass nach 60 Minuten 
nicht signikant mehr der gebundenen Liposomen internalisiert worden waren als nach 30 
Minuten (p=0,346), jedoch waren nach 180 Minuten signifikant mehr der gebundenen 
Liposomen aufgenommen worden als nach 30 Minuten (p= 0,002) und nach 60 Minuten 
(p=0,016). 
Auffällig war, dass nach 60 Minuten und nach 30 Minuten Inkubation in allen Versuchen 
unter 10 % der gebundenen Liposomen durch die Zellen internalisiert worden waren, 
während nach 180 Minuten Inkubation in einigen Vertiefungen deutlich höhere Werte 
bestimmt wurden. So lagen zwar auch hier in elf der 16 Vertiefungen nur unter 10% der 
gebundenen Liposomen innerhalb der Zellen, jedoch waren in einer Vertiefung sogar 
38,19% der gebundenen Liposomen internalisiert. Insgesamt fünf Werte lagen zum Teil 
deutlich oberhalb der Marke von 10% (Abb. 28).  
Der niedrigste Wert bei der prozentualen Auswertung der internalisierten an den 
gebundenen Liposomen betrug 0,58%. 
  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 27: Internalisierung kationischer Liposomen durch bovine Endothelzellen 
Bovine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen. Die Zellen wurden mit Trypan Blau gefärbt, um die Fluoreszenz extrazellulär 
gebundener Liposomen zu überdecken. Nach Färbung mit Trypan Blau repräsentiert die gemessene 
Fluoreszenz die internalisierten Liposomen. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in RLU/10.000 
Zellen für die einzelnen Vertiefungen (X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen Versuche. 
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Abb. 28: Anteil der durch bovine Endothelzellen internalisierten Liposomen im Verhältnis zu 
den gebundenen Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
internalisierten Liposomen an den insgesamt gebundenen Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche. 

5.3.2 Murine Endothelzellen 

5.3.2.1 Bindung kationischer Liposomen durch murine Endothelzellen 
Nach Inkubation der murinen Endothelzellen für 30 Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten 
mit Rhodamin-markierten Liposomen wurde die Fluoreszenz in den einzelnen Vertiefungen 
vor und nach dem Abspülen der ungebundenen Liposomen bestimmt und auf die Zellzahl 
genormt. Bei den murinen Endothelzellen ließ sich nach dem Abspülen der ungebundenen 
Liposomen eine sehr intensive Fluoreszenz in den einzelnen Vertiefungen nachweisen (Abb. 
29). Diese war deutlich höher als in den Versuchen mit den bovinen (Abb. 25) und den 
humanen Endothelzellen (Abb. 33). Der Median der vier Assays betrug für eine 
Inkubationsdauer von 30 Minuten 721,975 RLU/10.000 Zellen, für 60 Minuten 
Inkubationsdauer lag der Median bei 1181,5306 RLU/10.000 Zellen und nach 180 Minuten 
Inkubation mit den Liposomen bei 1522,4809 RLU/10.000 Zellen. Der höchste gemessene 
Wert lag in diesen Versuchen bei 4007,16 RLU/10.000 Zellen, der niedrigste Wert bei 
424,02 RLU/10.000 Zellen. 
Obwohl hier in allen Versuchsreihen die Zellzahl bei Einsatz für die Versuche relativ 
konstant gehalten werden konnte, gab es in jeder Versuchsreihe eine Messung, deren 
Ergebnisse deutlich von den übrigen Messungen abwichen (Abb. 29). So war die Intensität 
der Fluoreszenz in der ersten Messung nach 30 Minuten und in der vierten Messung bei 60 
Minuten Inkubation höher, es waren mehr Liposomen gebunden. Dahingegen waren in der 
ersten Messung bei 180-minütiger Inkubation die Messwerte niedriger als in den anderen 
Messungen mit gleicher Inkubationsdauer.  
Insgesamt betrachtet konnte ein stetiger Anstieg der Fluoreszenzintensität mit zunehmender 
Inkubationsdauer verzeichnet werden. Nach 180 Minuten waren am meisten Liposomen 
gebunden, hier war die Fluoreszenz um den Faktor 2,11 bzw. 1,29 höher als nach 30 bzw. 
60 Minuten. Mit zunehmender Inkubationsdauer nahm auch die Streuung innerhalb der 
einzelnen Versuche deutlich zu. Dieser Anstieg der Fluoreszenzintensität ist jedoch unter 
Anwendung des Kruskal-Wallis-Testes nicht als signifikant zu werten (p=0,332). 
Prozentual gesehen wurden mindestens 11,06% und höchstens 50,88% der zugegebenen 
Liposomen durch die murinen Endothelzellen gebunden (Abb. 30). Hier lag der Median der 
vier Assays für 30 Minuten bei 14,23%, für 60 Minuten bei 17,19% und nach 180 Minuten 
betrug der Median 26,87%. Auch hier stellte sich wieder dar, dass nach 180 Minuten mehr 
Liposomen gebunden worden waren als nach 30 Minuten (Faktor 1,89) bzw. 60 Minuten 
(Faktor 1,56). Auch hier ist die Steigerung nach KWT nicht signifikant (p=0,248) 
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Abb. 29: Bindung kationischer Liposomen durch murine Endothelzellen 
Murine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen inkubiert und die Fluoreszenz nach Abwaschen der ungebundenen  
Liposomen mit PBS bestimmt. Die Zellzahl pro Vertiefung wurde im Phasenkontrastmikroskop 
bestimmt. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in RLU/10.000 Zellen für die einzelnen Vertiefungen 
(X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen Versuche. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 30: Anteil der durch murine Endothelzellen gebundenen von den insgesamt zugesetzten 
Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
gebundenen Liposomen an den insgesamt zugesetzten Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche. 

5.3.2.2 Internalisierung kationischer Liposomen durch murine Endothelzellen 
Analog zu den Versuchen mit bovinen Endothelzellen wurden die murinen Endothelzellen 
nach Messung der Fluoreszenzintensität nach Liposomenbindung mit Trypan Blau gefärbt. 
Durch erneute Messung nach Trypan Blau-Färbung wurde die Fluoreszenzintensität der 
internalisierten Liposomen bestimmt und auf die Zellzahl genormt. Auch hier lagen die 
Messergebnisse insgesamt höher (Abb. 31) als in den Versuchen mit den bovinen (Abb. 27) 
und den humanen Endothelzellen (Abb. 35).  
Der höchste gemessene Wert betrug in diesen Versuchen 1206,69 RLU/10.000 Zellen und 
der niedrigste 75,63 RLU/10.000 Zellen. Der Median der Fluoreszenz der vier Assays lag 
nach einer Inkubation von 30 Minuten bei 143,1144 RLU/10.000 Zellen, nach 60 Minuten bei 
303,1228 RLU/10.000 Zellen und nach 180 Minuten bei 653,9348 RLU/10.000 Zellen (Abb. 
31). Somit war hier eine erhöhte Internalisierung der Liposomen nach 180 Minuten 
Inkubationsdauer zu beobachten (Abb. 31). Bereits nach 60 Minuten lag der Median um den 
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Faktor 2,12 höher als nach 30 Minuten, folglich waren bereits zu diesem Zeitpunkt etwa 
doppelt so viele Liposomen durch die murinen Endothelzellen internalisiert worden. Nach 
180 Minuten waren sogar fast 5mal so viele Liposomen durch die Zellen aufgenommen 
worden wie nach 30 Minuten, der Median der vier Assays betrug das 4,57fache. Dies 
entsprach einer Aufnahme von doppelt so vielen Liposomen wie nach 60 Minuten (Faktor 
2,16). Der KWT ergab hier signifikante Unterschiede zwischen den Gruppen (p<0,001). Die 
Steigerung der Internalisierung ist nach MWT von 30 Minuten nach 60 Minuten nicht 
signifikant (p= 0,970), jedoch sind nach 180 Minuten signifikant mehr Liposomen in den 
murinen Zellen aufgenommen worden als nach 30 Minuten (p<0,001) und 60 Minuten 
(p<0,001). Mit zunehmender Inkubationsdauer nahm die Streuung der Messwerte innerhalb 
der einzelnen Assays deutlich zu. Nach 30 Minuten bzw. nach 60 Minuten betrugen kein 
bzw. ein Messwert mehr als 500 RLU/10.000 Zellen. Nach 180 Minuten lagen nur drei 
Messwerte knapp unterhalb der Schwelle von 500 RLU/10.000 Zellen und zwei Messwerte 
waren größer als 1000 RLU/10.000 Zellen (Abb. 31).  
Betrachtet man den prozentualen Anteil internalisierter an den gebundenen Liposomen, so 
lag hier der Median nach 30 Minuten bei 17,39%, nach 60 Minuten bei 22,55% und nach 
180 Minuten bei 47,21%. Folglich waren nach 180 Minuten fast dreimal so viele der 
gebundenen Liposomen internalisiert wie nach 30 Minuten (Faktor 2,71) und doppelt so 
viele wie nach 60 Minuten (Faktor 2,09). Elf der 16 Werte bei 180-minütiger Inkubation lagen 
im Intervall von 40% bis 70%, während alle 16 Werte bei 30-minütiger Inkubation und 14 der 
16 Werte bei 60-minütiger Inkubation unter 40% lagen (Abb. 32). Auch hier ist die 
Steigerung der Internalisierung nach 180 Minuten signifikant (p=0,002 für 30 Minuten und 60 
Minuten, MWT), während der Unterschied zwischen 30-minütiger Inkubation und 60-
minütiger Inkubation nicht signifikant ist (p=0,94, MWT). 
Auffällig war, dass die Ergebnisse der vier Assays nach 60-minütiger Inkubation sich stärker 
voneinander unterschieden als nach 30-minütiger und 180-minütiger Inkubation. Während 
im zweiten Versuchslauf prozentual deutlich mehr der gebundenen Liposomen internalisiert 
worden waren, lagen im vierten Versuchslauf prozentual nur sehr wenige der gebundenen 
Liposomen innerhalb der Zellen.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 31: Internalisierung kationischer Liposomen durch murine Endothelzellen 
Murine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen inkubiert. Die Zellen wurden mit Trypan Blau gefärbt, um die Fluoreszenz 
extrazellulär gebundener Liposomen zu überdecken. Nach Färbung mit Trypan Blau repräsentiert die 
gemessene Fluoreszenz die internalisierten Liposomen. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in 
RLU/10.000 Zellen für die einzelnen Vertiefungen (X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen 
Versuche. 
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Abb. 32: Anteil der durch murine Endothelzellen internalisierten Liposomen im Verhältnis zu 
den gebundenen Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
internalisierten Liposomen an den insgesamt gebundenen Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche. 

5.3.3 Humane Endothelzellen 

5.3.3.1 Bindung kationischer Liposomen durch humane Endothelzellen 
Auch die humanen Zellen wurden mit Rhodamin-markierten Liposomen für 30 Minuten, 60 
Minuten und 180 Minuten inkubiert. Es wurde zunächst die gesamte Fluoreszenz vor dem 
Abspülen der ungebundenen Liposomen für jede Vertiefung bestimmt und auf den Zellgehalt 
der Vertiefung genormt. Nachdem die ungebundenen Liposomen mittels PBS abgespült 
worden waren, wurde die Fluoreszenz der gebundenen Liposomen bestimmt und ebenfalls 
auf den Zellgehalt genormt. 
Die zugegebenen Liposomen wurden auch durch die humanen Endothelzellen gebunden, 
nach 30 Minuten lag der Median der vier Assays bei 607,9558 RLU/10.000 Zellen, nach 60 
Minuten bei 303,4663 RLU/10.000 Zellen und nach 180 Minuten bei 770,371 RLU/10.000 
Zellen. Somit waren in diesen Versuchen nach 60 Minuten nur etwa halb so viele Liposomen 
pro Zelle gebunden wie nach 30 Minuten und 180 Minuten. Nach 180 Minuten waren am 
meisten Liposomen gebunden (Abb.33). Auffällig war hier wieder, dass in Messung 3 etwas 
niedrigere Werte gemessen wurden als in den übrigen Messungen mit 180-minütiger 
Inkubationsdauer. Trotz der Bemühungen um eine gleichmäßige Zellaussaat bei den 
verschiedenen Versuchen war hier die Zelldichte in den einzelnen Vertiefungen minimal 
höher als in den anderen Ansätzen.  
Der höchste gemessene Wert aus allen Versuchen lag bei 1370,86 RLU/10.000 Zellen, der 
niedrigste bei 154,82 RLU/10.000 Zellen.  
Insgesamt wurden durch die humanen Endothelzellen nur etwa 1-4% der zugegebenen 
Liposomen gebunden (Abb. 34). So lag der Median der vier Assays nach 180 min bei 
3,67%, nach 60 min bei 1,47%, und nach 30 min bei 1,75%. Auch hier wurden signifikante 
Unterschiede zwischen den Gruppen gefunden (KWT: p<0,001). Mit zunehmender 
Inkubationsdauer waren also deutlich mehr Liposomen durch die humanen Zellen gebunden 
worden, nach 180 Minuten waren 2,1fach bzw. 2,5fach so viele Liposomen gebunden wie 
nach 30 Minuten bzw. 60 Minuten. Auffallend ist, das bei Betrachtung der prozentual 
gebundenen von den zugegebenen Liposomen nach 60 Minuten noch keine signifikante 
Steigerung zu beobachten ist (p=0,906, MWT), während nach 180 Minuten mehr Liposomen 
gebunden wurden als nach 30 Minuten und 180 Minuten (p<0,001, MWT) 
In allen Versuchen wurden mindestens 1,03% und maximal 5,29% aller zugegebenen 
Liposomen durch die humanen Endothelzellen gebunden. 
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Abb. 33: Bindung kationischer Liposomen durch humane Endothelzellen 
Humane Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen inkubiert und die Fluoreszenz nach Abwaschen der ungebundenen  
Liposomen mit PBS bestimmt. Die Zellzahl pro Vertiefung wurde im Phasenkontrastmikroskop 
bestimmt. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in RLU/10.000 Zellen für die einzelnen Vertiefungen 
(X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen Versuche. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 34: Anteil der durch humane Endothelzellen gebundenen von den insgesamt zugesetzten 
Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
gebundenen Liposomen an den insgesamt zugesetzten Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche. 

5.3.3.2 Internalisierung kationischer Liposomen durch humane Endothelzellen 
Für die humanen Zellen wurde die Fluoreszenz der internalisierten Liposomen nach 
Färbung mittels Trypan Blau bestimmt und auf die Zellzahl genormt (Abb. 35). Der höchste 
Messwert aller Versuche lag hier bei 340,14 RLU/10.000 Zellen und der niedrigste Wert bei 
2,37 RLU/10.000 Zellen. Der Median aus den vier Assays betrug für die Versuche mit 30 
Minuten Inkubationsdauer 25,1032 RLU/10.000 Zellen, für 60 Minuten Inkubation 16,22 
RLU/10.000 Zellen und nach der Inkubation für 180 Minuten 77,1141 RLU/10.000 Zellen. Es 
waren folglich nach 180 Minuten deutlich mehr Liposomen internalisiert als nach 30 Minuten 
und 60 Minuten. Während nach 30 Minuten Inkubation bzw. 60 Minuten Inkubation nur drei 
bzw. zwei Messwerte über 50 RLU/10.000 Zellen betrugen, lagen nach 180 Minuten 
Inkubation nur zwei Messwerte unterhalb dieser Schwelle (Abb. 35). Der Median der Assays 
lag nach 180 Minuten um den Faktor 3,07 höher als nach 30 Minuten und um den Faktor 
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4,75 höher als nach 60 Minuten Inkubation. Nach 180 Minuten Inkubation waren signifikant 
mehr Liposomen durch die humanen Endothelzellen internalisiert worden als nach 30 
Minuten (p<0,001, MWT) und 60 Minuten (p<0,001, MWT). 
Auffällig war auch hier wieder, dass bei einer Inkubationsdauer von 180 Minuten in der 
dritten Messung insgesamt niedrigere Messwerte zu verzeichnen waren. Die Streuung der 
einzelnen Messwerte innerhalb der Assays war in allen Versuchen mit dieser langen 
Inkubationsdauer höher als nach 30-minütiger und 60-minütiger Inkubation (Abb. 35).  
Auch bei der Betrachtung des prozentualen Anteils internalisierter an den gebundenen 
Liposomen fiel auf, dass mit steigender Inkubationsdauer mehr Liposomen internalisiert 
wurden (Abb. 36). So lag der Median der vier Assays nach 30 Minuten Inkubation bei 
3,81%, nach 60 Minuten bei 5,17% und nach 180 Minuten bei 11,28%. Hierbei fällt auf, dass 
isoliert betrachtet zwar nach 60 Minuten am wenigsten Liposomen internalisiert waren (Abb. 
35), der Wert relativiert sich aber bei Betrachtung in Abhängigkeit von den gebundenen 
Liposomen, da nach 60 Minuten auch am wenigsten Liposomen gebunden waren. (Abb. 33). 
Nach 60 Minuten waren etwas mehr der gebundenen Liposomen internalisiert als nach 30 
Minuten (Faktor 1,35). Nach 180 Minuten waren prozentual am meisten Liposomen 
internalisiert: etwa dreimal so viele wie nach 30 Minuten (Faktor 2,96) und doppelt so viele 
(Faktor 2,18) wie nach 60 Minuten (Abb. 36). Nach 30-minütiger bzw. 60-minütiger 
Inkubation lagen nur ein resp. zwei Messwerte über 10%, während nach 180 Minuten 
Inkubation nur bei vier Vertiefungen weniger als 10% der zugegebenen Liposomen 
gebunden wurden (Abb. 36). Hier zeigte sich bereits nach 60 Minuten eine signifikant 
höhere Internalisierung gebundener kationischer Liposomen (p=0,04, MWT). Nach 180 
Minuten waren wiederum signifikant mehr Liposomen internalisiert als nach 30 Minuten 
(p<0,001, MWT) und 60 Minuten (p=0,001). 
Bei einer Inkubation von 180 Minuten trat auch hier die größte Streuung innerhalb der 
einzelnen Versuche auf (Abb. 35 und 36). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 35: Internalisierung kationischer Liposomen durch humane Endothelzellen 
Humane Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Rhodamin-
markierten Liposomen inkubiert. Die Zellen wurden mit Trypan Blau gefärbt, um die Fluoreszenz 
extrazellulär gebundener Liposomen zu überdecken. Nach Färbung mit Trypan Blau repräsentiert die 
gemessene Fluoreszenz die internalisierten Liposomen. Dargestellt ist jeweils die Fluoreszenz in 
RLU/10.000 Zellen für die einzelnen Vertiefungen (X1 bis X4) und der Median der vier unabhängigen 
Versuche. 
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Abb. 36: Anteil der durch humane Endothelzellen internalisierten Liposomen im Verhältnis zu 
den gebundenen Liposomen 
Ausgehend von den gemessenen Fluoreszenzwerten aus den Versuchen wurde der Anteil der 
internalisierten Liposomen an den insgesamt gebundenen Liposomen bestimmt und in % 
wiedergegeben. Dargestellt sind die Werte für die einzelnen Vertiefungen der Versuche (X1 bis X4) 
und der Median der unabhängigen Versuche.  

 
 
5.4 Qualitative Untersuchungen zur Aufnahme kationischer Liposomen durch 

Endothelzellen 
 
Ziel dieser Untersuchungen war es, die Lokalisation der durch die verschiedenen 
Endothelzellen aufgenommenen markierten Liposomen zu erfassen. Hierfür wurden mittels 
verschiedener Marker (Nanogold, Rhodamin) gekennzeichnete Liposomen mit den 
Endothelzellen inkubiert und anschließend die Lokalisation der Liposomen im 
Fluoreszenzmikroskop (Rhodamin) oder Transmissionselektronenmikroskop (Nanogold) 
untersucht. Während der Inkubation erfolgte eine phasenkontratstmikroskopische 
Beobachtung der Zellen im Inkubationsmedium. Auch in dieser Versuchsreihe wurden die 
Endothelzellen über unterschiedlich lange Zeiträume mit den Liposomen inkubiert (30 min, 
60 min, 180 min). Bei den Versuchen mit Gold-markierten Liposomen wurden zusätzlich das 
Vorkommen und die Lokalisation der Goldpartikel an den einzelnen Zellorganellen der 
Endothelzellen untersucht. Hierfür wurden an je 50 Zellen pro Versuch das Vorkommen der 
Goldpartikel und deren Lokalisation bestimmt. Hierbei erfolgte eine Zuordnung analog des 
folgenden Schemas:  
                                                 
Goldpartikel vorhanden                                                                                                                                      Nein 
 
 
  Ja                       Einzeln                                                                                                       An der Zellmembran          
     
                                                                                                                                                             
                                                                                                                                                             In der Zelle                     
 
                       An Liposomen                                                                                               An der Zellmembran      
 
                                                                                                                                             An Invaginationen 
 
                                                                                                                                             An Zellausläufern       
 
                                                                                                                                           In intrazellulären Vesikeln 
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5.4.1 Phasenkontrastmikroskopische Untersuchungen 
Die Zellen wurden kurz nach Zusatz des Inkubationsmediums und nach Ende der Inkubation 
beurteilt.  
Zu Beginn der Inkubation waren vereinzelt rundliche Vesikel zwischen den Zellen sichtbar. 
Mit zunehmender Inkubationsdauer waren am Ende der Inkubation in allen Versuchen 
sowohl mit den Gold-markierten Liposomen als auch mit den Rhodamin-markierten 
Liposomen zunehmend mehr Vesikel zwischen den Zellen vorhanden. Teilweise waren 
große Massen zusammenhängender Vesikel am Kulturschalenboden zu sehen, die die 
darunter liegenden Zellen verdeckten (Abb. 37B).  
Die Vesikel hatten in den Versuchen mit Rhodamin-markierten Liposomen einen violetten 
Schimmer (Abb. 37A, D). Die Vesikel in den Versuchen mit Gold-markierten Liposomen 
wiesen einzeln keine Färbung auf, hier hatten jedoch die Konglomerate von Vesikeln eine 
bräunliche Färbung (Abb. 37C). 
Insbesondere bei den murinen Endothelzellen lagen einige dieser Vesikel gegen Ende der 
Inkubation im Zytoplasma der Zellen. 
In den Kontrollversuchen traten weder extra- noch intrazellulär Vesikel auf, noch bildeten 
sich Konglomerate aus Vesikeln am Kulturschalenboden (Abb. 38 A bis C).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 37: Bovine (A), humane (B) und murine (C,D)  Endothelzellen am Ende der Inkubation mit 
dem liposomenhaltigen Inkubationsmedium 
(A) Bovine Endothelzellen nach Inkubation mit Rhodamin-markierten Liposomen: leicht violett 
schimmernde Vesikel am Boden der Kulturschale (Pfeile), ein kleineres, etwas stärker violettes 
Konglomerat (Pfeilspitze), (B) humanen Endothelzellen nach Inkubation mit unmarkierten Liposomen: 
großen Massen konglomerierter Vesikel (Pfeilspitzen) überdecken die am Boden befindlichen 
Endothelzellen, (C) murine Endothelzellen nach Inkubation mit gold-markierten Liposomen: die 
einzeln liegenden Vesikel (Pfeile) weisen keine Färbung aus, (D) murine Endothelzellen nach 
Inkubation mit Rhodamin-markierten Liposomen: extra- (Pfeilspitzen) und intrazelluläre (Pfeile) 
Vesikel  
 
 

A 

D 

B 

C 
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Abb. 38: Bovine (A), humane (B) und murine (C) Endothelzellen während der Inkubation im 
Kontrollmedium 
Keine intra- und extrazellulären Vesikel an den Zellen oder am Boden der Kulturschale. 
Phasenkontrastmikroskop. 

 
 
Im Zuge der Liposomeninkubation kam es mit zunehmender Inkubationsdauer vermehrt zu 
einer Abrundung von Endothelzellen, vereinzelt lösten sich auch Zellen vom 
Kulturschalenboden. Insbesondere bei den murinen Endothelzellen konnte dieses 
Phänomen beobachtet werden. Bei den humanen und den bovinen Endothelzellen kam es 
nur vereinzelt zu einer Abrundung von Zellen, nur sehr selten lösten sich auch einzelne 
Zellen partiell vom Kulturschalenboden ab. 
Auch bei den Kontrollversuchen kam es nach Zugabe des Kontrollmediums bei allen 
Zellkulturen teilweise zu einer Abrundung vereinzelter Endothelzellen, jedoch lösten sich 
hier die Zellen nicht vom Kulturschalenboden.  
 

C 

A B 
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5.4.2 Fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen 

5.4.2.1 Aufnahme und Verteilung Rhodamin-markierter Liposomen durch 
bovine Endothelzellen 

Die bovinen Endothelzellen wurden für 30 Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten mit den 
Rhodamin-markierten Liposomen inkubiert. Ein Teil der Zellen wurde nach Ablauf der 
Inkubationszeit mit Trypan Blau gefärbt. Dieser Farbstoff überdeckt die Fluoreszenz 
extrazellulär gebundener Liposomen. Der Farbstoff kann jedoch nicht in intakte, vitale Zellen 
eindringen, so dass die Fluoreszenz internalisierter Liposomen unverändert erhalten bleibt. 
In allen Versuchen, auch in den Kontrolluntersuchungen, wiesen die bovinen Endothelzellen 
eine schwache dunkelrote Eigenfluoreszenz auf. Neben dieser Eigenfluoreszenz zeigten 
etwa 80% der bovinen Endothelzellen nach Inkubation mit Rhodamin-markierten zusätzlich 
eine intensive hellrote, teils eher orange Fluoreszenz. 20% der bovinen Endothelzellen 
zeigten keine zusätzliche Fluoreszenz, weder intra- noch extrazellulär. 
Bei den nicht mit Trypan Blau behandelten Zellen erschien diese hellrote Fluoreszenz 
sowohl punktuell und intensiv an verschiedenen Lokalisationen als auch diffus über die 
gesamte Fläche der Zelle verteilt (Abb. 39). Nach Färbung mit Trypan Blau verminderte sich 
die diffuse Fluoreszenz, zudem schwächte sich die punktuelle Fluoreszenz ab, es mussten 
längere Belichtungszeiten gewählt werden, um die Fluoreszenz fotographisch 
dokumentieren zu können (Abb. 40). 
Bereits nach 30 Minuten wiesen die Zellen diffuse und punktuelle Fluoreszenz auf (Abb. 
39A). Nach 60 Minuten war die Fluoreszenz an den Zellen etwas stärker; insbesondere die 
punktuelle, intensive Fluoreszenz nahm zu, die fluoreszierenden Punkte wurden größer 
(Abb. 39C). Nach 180-minütiger Inkubationsdauer war keine weitere Zunahme der 
Fluoreszenz feststellbar (Abb. 39E).  
Nach Färbung mit Trypan Blau zeigte sich in den Zellen nur punktuelle Fluoreszenz. Eine 
diffuse Fluoreszenz konnte mittels dieser Untersuchungsmethode nicht sicher von der roten 
Eigenfluoreszenz der Zellen abgegrenzt werden. Die punktuelle Fluoreszenz fand sich nach 
30 Minuten hauptsächlich dicht in der Nähe der äußeren Zellmembran (Abb. 40A). Nach 
längerer Inkubationsdauer (60 min, 180 min) waren weniger Bereiche mit punktueller 
Fluoreszenz in den bovinen Endothelzellen vorhanden als nach 30 Minuten (Abb. 40E). 
Auch hier war diese punktuelle Fluoreszenz meist in den äußeren Bereichen des 
Zytoplasmas zu sehen, vereinzelt war auch punktuelle Fluoreszenz in der Nähe des 
Zellkerns auffindbar (Abb. 40C, E). 

5.4.2.2 Aufnahme und Verteilung Rhodamin-markierter Liposomen durch 
murine Endothelzellen 

Nach 30 Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten Inkubationsdauer wurden die murinen 
Endothelzellen fluoreszenzmikroskopisch untersucht. Auch bei den murinen Endothelzellen 
wurden einige Zellpräparate mittels Trypan Blau gefärbt, um die extrazelluläre Fluoreszenz 
zu überdecken und somit die intrazelluläre Fluoreszenz isoliert darzustellen. 
Bereits nach 30 Minuten Inkubationsdauer wiesen alle Zellen eine intensive Fluoreszenz 
auf. Diese erstreckte sich bei den ohne Trypan Blau verarbeiteten Zellen sowohl diffus über 
die Zelle als auch intensiv punktuell (Abb. 41). Die punktuelle Fluoreszenz hob sich nur 
schwach von der diffusen Fluoreszenz ab. Nach 30 Minuten Inkubationszeit war die 
Fluoreszenz insbesondere im Randbereich der Zellen sehr intensiv (Abb. 41A). Wurden die 
Zellen für 60 Minuten mit den Liposomen inkubiert, so erstreckte sich die Fluoreszenz 
nahezu gleichmäßig intensiv über die gesamte Zelle (Abb. 41C). Nach 180 Minuten 
Inkubation war im Bereich der Zellkerne weniger diffuse Fluoreszenz vorhanden, diese 
hoben sich nun deutlich als Bereiche mit weniger Fluoreszenz von der Umgebung ab. In den 
Randbereichen des Zytoplasmas unterhalb der Zellmembran nahm die Fluoreszenz ab 
(Abb. 41E). 
Nach Behandlung mit Trypan Blau wiesen die murinen Zellen eine intensive diffuse 
intrazelluläre Fluoreszenz im Zytoplasma auf (Abb. 42). Mit zunehmender Inkubationsdauer 
drängte sich diese Fluoreszenz zunehmend näher um den Zellkern, während die 
Fluoreszenz in der Peripherie abnahm (Abb. 42 C, E). Innerhalb dieser kräftigen, diffusen 
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Fluoreszenz waren punktuell intensiver fluoreszierende Bereiche auffindbar. Nach 60 
Minuten stellte sich in den peripheren, schwächer fluoreszierenden Bereichen die punktuelle 
Fluoreszenz deutlicher dar als nach 30 Minuten und 180 Minuten (Abb. 42 C). Nach 180 
Minuten zeigte sich ein kräftiger fluoreszierender Saum um den kompletten Zellkern herum 
(Abb. 42 E). 

5.4.2.3 Aufnahme und Verteilung Rhodamin-markierter Liposomen durch 
humane Endothelzellen 

Für die fluoreszenzmikroskopischen Versuche wurden die humanen Zellen mit Rhodamin-
markierten Liposomen für 30 Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten inkubiert und einige 
Zellpräparate zur Darstellung der intrazellulären Fluoreszenz zusätzlich mit Trypan Blau 
behandelt. 
Auch bei den humanen Zellen war bereits nach 30 Minuten Inkubationszeit Fluoreszenz an 
den Zellen feststellbar (Abb. 43 A). Diese wurde mit längerer Inkubationsdauer nicht deutlich 
intensiver. Die Fluoreszenz verteilte sich wohl schwach und diffus über die ganze Zelle, es 
trat aber auch bei diesen Zellen eine intensive punktuelle Fluoreszenz in Erscheinung (Abb. 
43). Nach 60 Minuten stellte sich der Zellkern als nicht fluoreszierender Bereich deutlicher 
(Abb. 43C) dar als nach 30 Minuten.  Nach 180 Minuten war die Fluoreszenz auch in den 
Präparaten ohne Trypan Blau-Färbung um den Zellkern herum dichter konzentriert (Abb. 
43E) als nach 30 Minuten und 60 Minuten. 
Wurden die Zellen mit Trypan Blau behandelt, so zeigten die Zellen weiterhin sowohl diffuse 
als auch punktuelle Fluoreszenz (Abb. 43). Nach 30 Minuten fand sich eine schwache 
diffuse Fluoreszenz im gesamten Plasmabereich der Zellen, die punktuelle Fluoreszenz war 
nur wenig vorhanden (Abb. 44A).  Nach 60 Minuten konzentrierte sich die diffuse 
Fluoreszenz etwas mehr um den Zellkern, es fand sich dort oft ein fluoreszierender Saum. 
Auch war vermehrt punktuelle Fluoreszenz im Rest des Zytoplasmas, auch 
zellmembrannah, zu finden (Abb. 43 C). Nach 180 Minuten war die diffuse Fluoreszenz 
konzentriert im peripheronukleären Bereich aufzufinden, die zellmembrannahe Fluoreszenz  
nahm ab. Insgesamt wurde die Fluoreszenz stärker, der fluoreszierende Saum um den 
Zellkern herum breiter (Abb. 44 E). 
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Abb. 39A-F: Bindung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch bovine 
Endothelzellen 
diffuse (Pfeilspitzen) und punktuelle (dünne Pfeile) Fluoreszenz nach 30 Minuten (A), 60 Minuten (B) 
und 180 Minuten (E) Inkubation, größere punktuelle orangerote Fluoreszenz an den Zellen (dicke 
Pfeile). 
(A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop. 
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 Abb. 40A-F: Internalisierung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch bovine 
Endothelzellen 
(A) punktuelle Fluoreszenz im Bereich der Zellmembran nach 30 Minuten Inkubation, (C) punktuelle 
und diffuse Fluoreszenz im Zytoplasma nach 60 Minuten Inkubation, (E) punktuelle und diffuse 
Fluoreszenz im Zellinneren nach 180 Minuten Inkubation. 
(A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop. 
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Abb. 41A-F: Bindung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch murine 
Endothelzellen 
(A) punktuelle Fluoreszenz vermehrt an den äußeren Bereichen der Zellmembran (Pfeil), diffuse 
Fluoreszenz an der Zelle nach 30 Minuten Inkubation, (C) diffuse und punktuelle Fluoreszenz verteilt 
über die Zelle nach 60 Minuten Inkubation, (E) diffuse und punktuelle Fluoreszenz verstärkt um den 
Zellkern nach 180 Minuten Inkubation (Pfeil). 
 (A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop. 
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Abb. 42A-F: Internalisierung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch murine 
Endothelzellen 
(A) diffuse und punktuelle Fluoreszenz im Zytosol muriner Endothelzellen nach 30 Minuten 
Inkubation, vermehrte diffuse Fluoreszenz (Pfeilspitzen) um den Zellkern und vereinzelte punktuelle 
Fluoreszenz (Pfeile) im Zytosol nach 60 Minuten Inkubation, kräftiger peripheronukleärer 
fluoreszierender Saum (Pfeile) nach 180 Minuten Inkubation. 
(A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop. 
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Abb. 43A-F: Bindung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch humane 
Endothelzellen 
(A) kräftige punktuelle und sehr schwache diffuse Fluoreszenz an den human Endothelzellen nach 30 
Minuten Inkubation, (C) punktuelle Fluoreszenz und leichter diffus fluoreszierender 
peripheronukleärer Saum nach 60 Minuten Inkubation, (E) kräftiger diffus fluoreszierender Saum und 
vermehrte Anreicherung der punktuellen Fluoreszenz um den Zellkern nach 180 Minuten Inkubation. 
(A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop 
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Abb. 44A-F: Internalisierung Rhodamin-markierter kationischer Liposomen durch humane 
Endothelzellen 
(A) Geringe punktuelle Fluoreszenz nach 30 Minuten Inkubation, (C) leichter peripheronukleärer 
Saum nach 60 Minuten Inkubation, (E) kräftig fluoreszierender peripheronukleärer Saum (dicker Pfeil) 
nach 180 Minuten Inkubation, starke punktuelle Fluoreszenz (dünne Pfeile). 
(A, C, E) Fluoreszenzmikroskop, (B, D, F) identische Ausschnitte im Phasenkontrastmikroskop. 
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5.5 Transmissionsmikroskopische Untersuchungen 

5.5.1 Aufnahme und Verteilung Gold-markierter Liposomen durch bovine 
Endothelzellen 

Für die transmissionselektronischen Versuche wurden die bovinen Endothelzellen für 30 
Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten mit Gold-markierten Liposomen inkubiert und für die 
Elektronenmikroskopie vorbereitet. Im Transmissionselektronenmikroskop stellten sich die 
mittels Silver-Enhancement verstärkten Nanogold-Partikel als elektronendichte schwarze 
Punkte dar. Diese befanden sich sowohl einzeln in der Zelle und der äußeren Zellmembran 
(Abb. 45, 46 und 48) als auch an Liposomen an der äußeren Zellmembran (Abb. 45, 46, 47 
und 48) und in Vesikeln innerhalb der Zelle (Abb. 49). 
Auch in diesen Versuchen wiesen teilweise bis zu 86% der bovinen Zellen keine 
Goldpartikel auf. Viele der bovinen Zellen zeigten nur einzelne Goldkörner an der äußeren 
Zellmembran und in der Zelle. An einigen Zellen fanden sich jedoch Liposomen an 
Zellausläufern oder Invaginationen der äußeren Zellmembran. Hierbei lagen einige 
Liposomen auch in Caveolae (Abb. 48). In vereinzelten Zellen fanden sich die Liposomen 
auch innerhalb von intrazellulären endozytotischen Vesikeln dicht unterhalb der 
Zellmembran (Abb. 49). Die Struktur der Liposomen war in diesen Vesikeln und auch an den 
Invaginationen teilweise nicht mehr intakt, die Goldpartikel lagen in einer elektronendichten 
Masse (Abb. 48 und 49). 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 45: Ultrastrukturelle Darstellung einer bovinen Endothelzelle nach Inkubation mit Gold-
markierten Liposomen 
Einzelne Goldpartikel an der äußeren und in der Zelle (dünne Pfeile). Großes Liposomencluster 
(dicke Pfeile) im Bereich der Zellmembran mit vielen Zellausläufern (ZA). 
Transmissionselektronenmikroskop. 

ZA 
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posomen und Goldpartikeln an der Zellmembran 
einer bovinen Endothelzelle 
Einzelne Goldpartikel an der äußeren Zellmembran (dünne Pfeile). Liposomen mit Goldpartikel 
(Pfeilspitze) an der Zelle ohne deutliche Zellmembran. Liposom an einer Invagination (dicker Pfeil). 
Mitochondrium (M). Nukleus (N). Transmissionselektronenmikroskop. 

 

 
Abb. 47: Ultrastrukturelle Darstellung eines Liposoms an der äußeren Zellmembran einer 
bovinen Endothelzelle 
Liposomencluster (Pfeil) an einer Invagination der äußeren Zellmembran. 
Transmissionselektronenmikroskop. 

M 

N 

 
   250 nm 

 
  250 nm 

Abb. 46: Ultrastrukturelle Darstellung von Li
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Abb. 48: Ultrastrukturelle Darstellung der äußeren Zellmembran einer bovinen Endothelzelle 
mit mehreren Caveolae 
Liposom an einer Caveola (dicker Pfeil). Caveola ohne Liposom (Pfeilspitze). Einzelne Goldpartikel 
an der äußeren Zellmembran (dünne Pfeile) Transmissionselektronenmikroskop. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 49: Ultrastrukturelle Darstellung endozytierter Gold-markierter Liposomen in einer 
bovinen Endothelzelle 
Liposomen in einem intrazellulären Vesikel (Pfeilspitzen). Einzelne Goldpartikel an der äußeren 
Zellmembran (dünne Pfeile). Nukleus (N). Transmissionselektronenmikroskop. 
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Insgesamt schwankten die Ergebnisse zur Lokalisation der Goldpartikel an den bovinen 
Endothelzellen sehr stark auch innerhalb der einzelnen Versuchsreihen. Zu keinem 
Zeitpunkt sind auffallend mehr Liposomen oder Goldpartikel an oder in der Zelle zu 
verzeichnen. Tendenziell scheinen nach 180 Minuten weniger Liposomen an der 
Zellmembran und an Zellausläufern zu aufzutreten, während sich zu diesem Zeitpunkt mehr 
Liposomen in intrazellulären Vesikel finden (Abb. 50). 
 
 
 

 
 
 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 50: Vorkommen der Goldpartikel an und in den bovinen Endothelzellen  
Bovine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Gold-markierten 
Liposomen inkubiert. Zur Auswertung wurden 50 Zellen pro Versuchsansatz auf die Lokalisation der 
Goldpartikel untersucht. Dargestellt ist das prozentuale Auftreten der definierten Ereignisse nach 30 
Minuten (1), 60 Minuten (2) und 180 Minuten (3). 

 

5.5.2 Aufnahme und Verteilung Gold-markierter Liposomen durch murine 
Endothelzellen 

Die murinen Endothelzellen wurden für 30 Minuten, 60 Minuten und 180 Minuten mit den 
Gold-markierten Liposomen inkubiert. Nahezu alle Zellen zeigten nach Inkubation mit den 
Liposomen Goldpartikel, nur vereinzelt wiesen Zellen keine Goldpartikel auf. Die 
Goldpartikel fanden sich auch hier sowohl einzeln an der äußeren Zellmembran und in der 
Zelle als auch an Liposomen (Abb. 51 und 54). Die Liposomen hafteten den Zellen oftmals 
von außen an, besonders häufig im Bereich von Zellausläufern und Invaginationen (Abb. 51, 
52 und 53). In einigen Bereichen wurden die Liposomen regelrecht von Zellausläufern 
umschlungen (Abb. 52). Die Invaginationen wurden teilweise von dünnen Zellfortsätzen 
überbrückt (Abb. 53), hier schienen sie im Prozess der Abschnürung von der äußeren 
Zellmembran zu sein. Häufig fanden sich auch Liposomen intrazellulär in Endosomen (Abb. 
54). Diese lagen zumeist dicht unterhalb der Zellmembran. 
In einigen Bereichen, in denen Liposomen an der äußeren Zellmembran anhafteten, war die 
Struktur der äußeren Zellmembran nicht mehr deutlich erkennbar (Abb. 51 und 54). Im 
Bereich des Kontaktes zwischen Liposomen und Zellmembran stellten sich die Grenzen 
zwischen den Strukturen nur sehr verschwommen dar. 
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Abb. 51: Ultrastrukturelle Darstellung einer murinen Endothelzelle nach Inkubation mit Gold-
markierten Liposomen 
Liposomencluster (dicke Pfeile) an der äußeren Zellmembran zwischen Zellausläufern. Einzelne 
Goldpartikel an und in der Zelle (dünne Pfeile). Undeutliche Zellmembran im Bereich anhaftender 
Liposomen (Pfeilspitze). Transmissionselektronenmikroskop. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 52: Ultrastrukturelle Darstellung eines Gold-markierten Liposoms in der Nähe von 
Zellausläufern einer murinen Endothelzelle 
Liposom im Bereich eines Zellausläufers. Transmissionselektronenmikroskop. 
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Abb. 53: Ultrastrukturelle Darstellung Gold-markierter Liposomen im Prozess der Endozytose 
durch eine murine Endothelzelle 
Liposomencluster (dicker Pfeil) im Prozess der Invagination. Ein fadenförmiger Zellausläufer (dünner 
Pfeil) verschließt die Invagination an der äußeren Zellmembran. Transmissionselektronenmikroskop. 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 54: Ultrastrukturelle Darstellung eines Liposoms an einer murinen Endothelzelle im 
Prozess der Fusion mit der Zellmembran 
Einzelne Goldpartikel an der Zelle (dünne Pfeile). An der Zelle anhaftendes Liposom ohne deutliche 
Zellmembran im Bereich der Anhaftung (dicker Pfeil). Nukleus (N). 
Transmissionselektronenmikroskop. 
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Abb. 55: Ultrastrukturelle Darstellung endozytierter Liposomen in einem intrazellulären Vesikel 
einer murinen Endothelzelle 
Liposomencluster in einem intrazellulären Vesikel. Transmissionselektronenmikroskop. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
Abb. 56: Vorkommen der Goldpartikel an und in den bovinen Endothelzellen  
Murine Endothelzellen wurden bei 70% Konfluenz für 30, 60 und 180 Minuten mit Gold-markierten 
Liposomen inkubiert. Zur Auswertung wurden 50 Zellen pro Versuchsansatz auf die Lokalisation der 
Goldpartikel untersucht. Dargestellt ist das prozentuale Auftreten der definierten Ereignisse nach 30 
Minuten (1), 60 Minuten (2) und 180 Minuten (3). 
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Unabhängig von der Dauer der Inkubation fanden sich etwa gleich viele Zellen Goldpartikeln 
an und in der Zelle. Mit längerer Inkubation nahm zunächst der Anteil Zellen mit Liposomen 
an Invaginationen und Zellausläufern zu, um dann wieder abzusinken. Es wiesen mit 
zunehmender Inkubationsdauer mehr Zellen Liposomen in intrazellulären Vesikeln auf. 
Zudem hatten nach 60 Minuten und 180 Minuten mehr Zellen Liposomen an der äußeren 
Zellmembran. Bei der kürzesten Inkubationszeit von nur 30 Minuten hatten nur wenige 
Zellen bereits Liposomen endozytiert. Auch fanden sich hier weniger Zellen mit extrazellulär 
anhaftenden intakten Liposomen. Nach 60 und 180 Minuten Inkubationszeit wiesen 
insgesamt am meisten Zellen extrazellulär intakte Liposomen auf (Abb.56). 

5.5.3 Humane Endothelzellen 
Eine Untersuchung mittels Transmissionselektronenmikroskopie konnte nicht durchgeführt 
werden, da die empfindlichen humanen Zellen den Aufarbeitungsprozeß für die 
Elektronenmikroskopie nicht überstanden, die Zellmembranen waren nach der Bearbeitung 
nicht mehr darstellbar. Lediglich Kern und Plasma konnten voneinander abgegrenzt werden. 
Die Goldpartikel stellten sich auch hier deutlich dar, konnten jedoch aufgrund des 
mangelhaften Kontrastes der Zellen nicht eindeutigen Strukturen zugeordnet werden.  

 

5.6 Untersuchungen zur Induktion der Apoptose durch kationische 
Liposomen 

Ziel dieser Reihe der Untersuchungen war es, die Toxizität der Liposomen auf die 
Endothelzellen zu untersuchen. Die Zellen wurden im Medium mit und ohne Zusatz von 
Liposomen für zwei Stunden inkubiert und dann dem ApoAnnexin V Test unterzogen. Dieser 
Test ermöglicht eine Unterscheidung zwischen Apoptose und Zellnekrose. Die 
apoptotischen Zellen binden das mit FITC markierte Annexin V an ihrer Oberfläche und 
weisen somit eine diffuse grüne Fluoreszenz auf. Nekrotische Zellen werden mittels des 
zugesetzten Farbstoffes Propidiumiodid markiert und fluoreszieren rot. Dieser Farbstoff kann 
nur in die Zelle eindringen, wenn die Zellmembran geschädigt ist. Im frühen Stadium einer 
Apoptose ist sie noch intakt, kann aber im späten Stadium der Apoptose auch geschädigt 
sein. Bei nekrotischen Zellen ist die Zellmembran stets geschädigt. Somit fluoreszieren 
nekrotische Zellen rot, während Zellen im frühen Stadium der Apoptose grün und im späten 
Stadium der Apoptose rot und grün fluoreszieren. 

5.6.1 Bovine Endothelzellen 
Bovine Endothelzellen wurden in der Passage 15 verwendet und nach einer 
Kultivierungsphase von ca. 48 Stunden bei einer Konfluenz von 70-80% für die Versuche 
eingesetzt. Die Zellen wurden nach der ApoAnnexin V Färbung fluoreszenzmikroskopisch 
untersucht. Hierbei wurden sowohl bei den Kontrollzellen als auch bei den mit Liposomen 
inkubierten Zellen vereinzelt Zellen mit einer diffusen grünen Fluoreszenz beobachtet (Abb. 
57). Die bovinen Zellen wiesen eine schwache gelbgrüne Autofluoreszenz auf, die von der 
intensiveren grünen Fluoreszenz des Annexin-gebundenen FITC abgegrenzt werden 
musste. Es wurden nur intensiv fluoreszierende Zellen als Apoptose positiv gewertet. Das 
Ergebnis der Zellzählungen der unabhängigen Versuche ist nachfolgend tabellarisch 
dargestellt (Tab. 5). 
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Abb. 57: Fluoreszenzmikroskopische Darstellung apoptotischer boviner Endothelzellen 
(A) Intensiv grün fluoreszierende, apoptotische Zelle (dicker Pfeil), nicht-apoptotische Zellen mit 
schwacher Autofluoreszenz (dünne Pfeile), Fluoreszenzmikroskop. (B) Identischer Ausschnitt im 
Phasenkontrastmikroskop. 
 

Tab. 5: Apoptose und Nekrose bei bovinen Endothelzellen  
Nach der Liposomeninkubation wurden die Zellen in 20 Bereichen je Vertiefung ausgezählt und der 
Anteil apoptotischer und nekrotischer Zellen bestimmt. Dargestellt ist die Apoptoserate und 
Nekroserate der insgesamt 60 Bereiche aus den jeweiligen Versuchen. 

 
 Kontrollen Liposomen 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

Versuch 1 9,85 0 10,13 0 
Versuch 2 6,10 0 7,70 0 
Versuch 3 1,84 0 3,10 0 

 
Die Apoptoserate der einzelnen unabhängigen Versuche unterscheidet sich teilweise stark. 
Innerhalb einer jeden Versuchsreihe ist jedoch keine Erhöhung der Apoptoserate durch 
Inkubation mit den Liposomen aufgetreten. Hier ist die Apoptoserate zwischen den 
Kontrollzellen und den mit Liposomen inkubierten Zellen annähernd gleich groß. Das 
Auftreten von Zellnekrosen wurde nicht beobachtet (Tab. 5). 
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Abb. 58: Apoptoserate proliferierender boviner Endothelzellen mit und ohne Inkubation mit 
kationischen Liposomen 
Dargestellt ist die Apoptoserate in den einzelnen Vertiefungen bestimmt aus je 20 Bildausschnitten 
pro Vertiefung. In diesen Versuchen tritt keine Nekrose auf. 

 

5.6.2 Murine Endothelzellen 
Murine Endothelzellen wurden in der Passage 45 nach einer Kultivierungsphase von etwa 
48 Stunden mit dem Erreichen von 70-80% Konfluenz in die Versuche einbezogen. Bei den 
fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen nach Anwendung des ApoAnnexin V Testes 
wurden in den Kontrollversuchen vereinzelt apoptotische Zellen in einem frühen Stadium mit 
einer diffusen grünen Fluoreszenz beobachtet. Bei den mit Liposomen inkubierten Zellen 
wiesen ebenfalls einige Zellen eine diffuse grüne Fluoreszenz auf (Abb. 59A). Ebenso traten 
hier einige nekrotische Zellen mit einer roten Fluoreszenz auf (Abb. 59C). Viele Zellen 
fluoreszierten zudem sowohl grün als auch rot, befanden sich also in einem späten Stadium  
der Apoptose (Abb. 59C). 
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Abb. 59: Fluoreszenzmikroskopische Darstellung muriner apoptotischer und nekrotischer 
Endothelzellen 
(A) Grün fluoreszierende Zelle (Pfeil) im frühen Stadium der Apoptose. (B) Identischer Ausschnitt zu 
(A). (C) Grün und rot fluoreszierende Zelle (dicker Pfeil) im späten Stadium der Apoptose; rot 
fluoreszierende, nekrotische Zelle (dünner Pfeil). (D) Identischer Ausschnitt zu (C). (A,C) 
Fluoreszenzmikroskop. (B,D) Phasenkontrastmikroskop. 

 
Nachfolgend werden die Ergebnisse der einzelnen Zellzählungen der unabhängigen 
Versuche dargestellt (Tab. 6).  
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Tab. 6: Apoptose und Nekrose bei murinen Endothelzellen  
Nach der Liposomeninkubation wurden die Zellen in 20 Bereichen je Vertiefung ausgezählt und der 
Anteil apoptotischer und nekrotischer Zellen bestimmt. Dargestellt ist die Apoptoserate und 
Nekroserate der insgesamt 60 Bereiche aus den jeweiligen Versuchen. 
 

 Kontrollen Liposomen 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

Versuch 1 1,94 0 30,08 7,56 
Versuch 2 1,34 0 44,80 23,53 
Versuch 3 1,09 0 16,20 14,50 

 
Bei diesen Versuchen ist die Apoptoserate zwischen den einzelnen unabhängigen 
Versuchen nur geringfügig unterschiedlich. Es zeigt sich innerhalb der Versuche durch die 
Inkubation mit Liposomen ein deutlicher Anstieg sowohl an Apoptosen als auch an 
Nekrosen bei den Zellen im Vergleich zu den Kontrollen (Abb. 60). 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 60: Apoptose- und Nekroserate proliferierender muriner Endothelzellen mit und ohne 
Inkubation mit kationischen Liposomen 
Dargestellt ist die Apoptoserate und die Nekroserate in den einzelnen Vertiefungen bestimmt aus je 
20 Bildausschnitten pro Vertiefung.  

5.6.3 Humane Endothelzellen 
Humane Zellen wurden in der Passage 7 verwendet und nach einer Kultivierungszeit von 48 
Stunden bei einer Konfluenz von etwa 70-80% für die Apoptosetests herangezogen. Nach 
der ApoAnnexin V-Färbung zeigten sich im Fluoreszenzmikroskop sowohl bei den 
Kontrollen als auch bei den mit Liposomen inkubierten Zellen viele Zellen mit einer leichten, 
grüngelben, diffusen Autofluoreszenz. Nur sehr vereinzelt fanden sich apoptotische Zellen 
mit einer intensiveren grünen Fluoreszenz bedingt durch das mit FITC markierte gebundene 
Annexin V (Abb. 61A).  
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Abb. 61: Apoptose humaner Endothelzellen nach Inkubation mit kationischen Liposomen 
(A) Intensiv grün fluoreszierende, apoptotische (Pfeil) Zelle, Fluoreszenzmikroskop. (B) Identischer 
Ausschnitt im Phasenkontrastmikroskop. 

 
Die Ergebnisse der unabhängigen Versuche werden nachfolgend dargestellt (Tab. 7). 
 
Tab. 7: Apoptose und Nekrose bei humanen Endothelzellen  
Nach der Liposomeninkubation wurden die Zellen in 20 Bereichen je Vertiefung ausgezählt und der 
Anteil apoptotischer und nekrotischer Zellen bestimmt. Dargestellt ist die Apoptoserate und 
Nekroserate der insgesamt 60 Bereiche aus den jeweiligen Versuchen.  

 Kontrollen Liposomen 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

apoptotische 
Zellen in % 

nekrotische 
Zellen in % 

Versuch 1 0,41 0 0,43 0 
Versuch 2 11,44 0 12,14 0 
Versuch 3 1,07 0 1,56 0 

 
Die Apoptoserate zwischen den einzelnen unabhängigen Versuchen ist unterschiedlich hoch 
(Abb. 62). Innerhalb einer Versuchsreihe weicht die Apoptoserate der Kontrollversuche nicht 
von der Apoptoserate der mit Liposomen inkubierten Zellen ab. Das Auftreten von 
Zellnekrose wurde nicht beobachtet (Tab. 7). 
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Abb. 62: Apoptose- und Nekroserate proliferierender humaner Endothelzellen mit und ohne 
Inkubation mit kationischen Liposomen 
Dargestellt ist die Apoptoserate in den einzelnen Vertiefungen bestimmt aus je 20 Bildausschnitten 
pro Vertiefung. In diesen Versuchen tritt keine Nekrose auf. 
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6. Diskussion 
In dieser Arbeit wurde die Aufnahme kationischer Liposomen durch mikrovaskuläre 
Endothelzellen in vitro untersucht. Da Liposomen weiten Einsatz als Vektoren im Rahmen 
des zielgerichteten Arzneimittel- und Gentransportes in Körperzellen finden, können die 
Mechanismen der Aufnahme und das weitere Schicksal der aufgenommenen Liposomen in 
der Zelle wichtige Erkenntnisse für ihren Einsatz im therapeutischen Bereich liefern. Diese 
Kenntnisse sollen es ermöglichen, die Effektivität der eingesetzten Vektoren zu optimieren, 
und mögliche Nebenwirkungen abzuschätzen und zu minimieren.  
Vielfach werden die Liposomen mit Antikörpern bestückt, um über oberflächengebundene 
Zellantigene eine spezifische Anreicherung im Zielgewebe zu erreichen. Eine Anreicherung 
kationischer Liposomen in angiogenen Endothelzellen des Gefäßbettes von Tumoren nach 
intravenöser Injektion wurde in mehreren aktuellen Studien nachgewiesen (Wu et al., 2007; 
Strieth et al., 2004; Krasnici et al., 2003; Campbell et al., 2002; Thurston et al., 1998).  Auch 
für die in diesen Studien eingesetzten kationischen Liposomen wurde eine Anreicherung in 
den Endothelzellen von Tumoren nachgewiesen, ohne dass eine Zielsteuerung mittels 
Antikörpern stattfand. Wurden diese Liposomen zum Zwecke einer antivaskulären Therapie 
mit dem Chemotherapeutikum Paclitaxel beladen, so konnte durch die gezielte Anreicherung 
in den Endothelzellen das Gefäßbett des Tumors zerstört und somit das Tumorwachstum 
deutlich gehemmt werden  (Bode et al., 2009; Strieth et al., 2004; Krasnici et al., 2003).  
Für die vermehrte Bindung und Aufnahme kationischer Liposomen durch angiogene 
Endothelzellen müssen ladungsbezogenene Mechanismen verantwortlich gemacht werden, 
da neutrale und anionische Liposomen diese spezifische Anreicherung nicht zeigen (Wu et 
al., 2007; Krasnici et al., 2003). Da die Glykokalix, die als Vermittler zellulärer 
Aufnahmeprozesse eine große Rolle spielt, eine negative Oberflächenladung aufweist, 
scheint es möglich, dass eine ausgeprägte Glykokalix, die mehr negative Ladungen an ihrer 
Oberfläche präsentiert,  die positiv geladenen Liposomen stärker bindet. Es wurde also in 
den hier durchgeführten Studien die Glykokalix der verwendeten Zellkulturen vermessen, um 
in nachfolgenden Versuchen deren Einfluss auf die Bindung und Aufnahme der Liposomen 
durch die Zelle näher untersuchen zu können.  
Für die Studien wurden in dieser Arbeit mikrovaskuläre Endothelzellen unterschiedlicher 
Herkunft eingesetzt. Die Zellen stammten aus der Haut eines Menschen, dem Eierstock 
eines Rindes und dem Herzmuskel einer Maus. Alle drei Zellkulturen wurden eindeutig als 
mikrovaskuläre Endothelzellen identifiziert. Die Zellkulturen zeigen unterschiedliches 
Wachstumsverhalten in vitro, jedoch können sie alle kapilläre Strukturen ausbilden 
(Bahramsoltani, 2004; Lienau, 2003). Die murinen Endothelzellen zeigen in höheren 
Passagen (ab Passage 42) ein verändertes Wachstumsverhalten durch spontane 
Transformation. Diese Zellen führen dann nach Implantation in geeignete Empfängertiere zur 
Induktion von Hämangiosarkomen (Plendl et al., 1995). In dieser Arbeit wurden die Zellen in 
der Passage 45, also nach Transformation zu Tumor-induzierenden Zellen, eingesetzt. Diese 
Heterogenität der verwendeten Endothelzellkulturen sollte es ermöglichen, 
Gemeinsamkeiten und auch eventuell auftretende Unterschiede in den Mechanismen der 
Liposomenaufnahme durch mikrovaskuläre Endothelzellen aufzudecken. Insbesondere der 
Einsatz der transformierten Tumor-induzierenden Zellen sollte Modell für das in der anti-
vaskulären Tumortherapie angesteuerte Zielgewebe dienen. Diese Zellen galt es 
insbesondere im Vergleich zu den untransformierten Zellen aus gesundem Gewebe (Haut, 
Ovar) zu beurteilen. 
Im Rahmen der Versuche zur Aufnahme der Liposomen fiel auf, dass sich je nach Dauer der 
Inkubation einige Zellen deutlich abrundeten oder vom Kulturschalenboden ablösten. Nach 
langen Inkubationszeiten waren, abhängig von den eingesetzten Zellkulturen, unterschiedlich 
viele Zellen abgerundet oder abgelöst, obwohl alle Zellen nach dem gleichen Protokoll 
behandelt wurden. Dies legte die Vermutung nahe, dass durch die Inkubation mit 
kationischen Liposomen die Zellen geschädigt wurden. Um diese mögliche Zytotoxizität zu 
untersuchen, wurden die Zellen nach der Inkubation mit kationischen Liposomen einem 
Apoptosetest unterzogen. 
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6.1 Untersuchungen zur Glykokalix der Endothelzellen 
Die lumenwärtig ausgebildete Glykokalix der Endothelzellen stellt die erste Kontaktfläche der 
im Blut zirkulierenden Liposomen mit den Endothelzellen dar. Werden Liposomen als 
Vektoren eingesetzt, so verbleiben sie in der Blutkreislaufbahn, bis sie durch die Zellen des 
Organismus aufgenommen werden. Die Glykokalix enthält viele Moleküle und 
Zelloberflächenantigene, die für die Bindung im Blut zirkulierender Stoffe von Bedeutung sein 
können (Fretz et al., 2004; Stace und Damiano, 2001; Vink und Duling, 2000). Da in 
zahlreichen Studien nachgewiesen wurde, dass die Aufnahme von Liposomen durch die 
Zellen nicht nur von ihrer eigenen Struktur, sondern auch von den Eigenschaften der 
Zielgewebe beeinflusst wird, ist es wahrscheinlich, dass insbesondere die Glykokalix als Ort 
der primären Kontaktaufnahme die Wechselwirkungen zwischen Endothelzellen und 
Liposomen beeinflusst (Dabbas et al., 2008; Dini et al. 1998; McLean et al., 1997).  
In der vorliegenden Arbeit wurden kationische Liposomen untersucht. Für die in diesen 
Studien verwendeten kationischen Liposomen wurde nachgewiesen, dass sie nicht von allen 
Endothelzellen gleichermaßen aufgenommen werden, sondern dass insbesondere eine 
Anreicherung in den angiogenen Kapillaren in Tumoren und chronisch entzündeten Gebieten 
erfolgt (Strieth et al., 2004; Krasnici et al., 2003; Thurston et al., 1998). Auch McLean und 
Mitarbeiter (1997) wiesen in ihren Studien nach, dass die Aufnahme kationischer Lipoplexe 
in den Gefäßen der verschiedenen Organe in unterschiedlichem Maße stattfand. So nahmen 
die kapillären Endothelzellen in Lunge und Ovar sehr viele Lipoplexe auf, während im Gehirn 
kaum eine Aufnahme stattfand. In den Lymphknoten fand die Aufnahme der Lipoplexe in 
hohem Maße nicht durch kapilläre Endothelzellen, sondern durch Endothelzellen der 
venösen Gefäße statt. 
Da die Glykokalix nicht in allen Endothelzellen gleich ausgeprägt ist, sondern je nach Organ 
und Blutgefäß (arteriell, venös, kapillär) die Ausprägung dieser Zelloberflächenschicht variiert 
(Pries und Kuebler, 2006), sollte die Glykokalix der hier eingesetzten Endothelzellen 
untersucht werden, um in späteren Versuchen Zusammenhänge zwischen der Glykokalix 
und der Aufnahme kationischer Liposomen aufzudecken. 
Die Glykokalix besitzt eine Vielzahl an Molekülen und Rezeptoren, die die Bindung und 
Aufnahme der Liposomen beeinflussen können. Deren Charakterisierung ist jedoch sehr 
zeitaufwändig und speziell, somit wurden Überlegungen angestellt, ob auch einfach 
physikalische Mechanismen Einfluss auf die Interaktion von Liposomen und Endothelzellen 
haben könnten. So behindert eine stark ausgeprägte Glykokalix die Bindung von inerten 
Mikrosphären durch sterische Abstoßung (Mulivor und Lipowsky, 2002). Da die Glykokalix 
aus einer Vielzahl anionischer Makromoleküle besteht und somit eine negative 
Gesamtladung besitzt, wohingegen die kationischen Liposomen eine positive 
Oberflächenladung aufweisen, postulierte Krasnici (2003) die Hypothese, das physikalische 
Anziehungskräfte für die bevorzugte Bindung der Liposomen an die Oberfläche der 
angiogenen Endothelzellen verantwortlich sind. Der einfache physikalische Grundsatz, dass 
sich gegensätzliche Ladungen anziehen, könnte im Fall der kationischen Liposomen eine 
stärkere Anhaftung der Liposomen an der Glykokalix der Endothelzellen verursachen. Ein 
hoher Gehalt kationischer Ladungen führt zu einer vermehrten Aufnahme unterschiedlicher 
kationischer Liposomen durch humane Endothelzellen (Dabbas et al., 2008). Unter der 
Annahme, dass eine stärker ausgebildete Glykokalix auch mehr negative Ladungen enthält, 
wurde in dieser Arbeit die Dicke der Glykokalix der eingesetzten Endothelzellen vermessen.  
Der eingesetzte Farbstoff Rutheniumrot bindet bevorzugt an stark geladene Polyanionen in 
der Glykokalix und weist somit auf deren negativ geladenen Charakter hin  (Fassel und 
Edminston 1999; Luft 1971). 
Viele Studien zum Nachweis der Glykokalix an der Zelloberfläche wurden an Bakterien oder 
an intakten Gefäßen durchgeführt, der Einsatz von Ruthenium Rot zur Färbung der 
Glykokalix in proliferierenden subkonfluenten angiogenen Endothelzellkulturen ist in der 
Literatur nicht beschrieben. Aus diesem Grund wurde analog der in der Literatur 
beschriebenen Methoden zur Färbung der Glykokalix der Endothelzellen in Geweben 
vorgegangen und entsprechende Lösungen auf die Zellkultur aufgegeben (Luft 1971), jedoch 
wurde berücksichtigt, dass die Struktur der Glykokalix durch Zusatz von Lysin zur 
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Aldehydfixierung stabilisiert wird, wie dies in mehreren Studien an Staphylokokken gezeigt 
wurde (Fassel und Edminston, 1999; Fassel et al. 1998). 
Die Glykokalix ließ sich bei allen eingesetzten Endothelzellkulturen mittels einer Färbung mit 
Ruthenium Rot und anschließender elektronenmikroskopischer Untersuchung darstellen und 
nach fotographischer Dokumentation vermessen. Sie umgibt die Zelle in Form eines feinen 
elektronendichten Saumes. Einzig bei den bovinen Endothelzellen war dieser 
Glykokalixsaum nicht durchgehend ausgebildet, sondern stellenweise unterbrochen (Kap. 
5.1.1.1). 
Bei allen drei Zellkulturen lagen zwei Drittel der gemessenen Bereiche zwischen 10-30 nm 
(Kap. 5.1.5). Diese Messwerte decken sich mit den von Luft bereits 1966 gemessenen 
Werten für die Dicke der Glykokalix in den Kapillaren von Ratten. Somit sind unabhängig von 
der eingesetzten Endothelzellkultur der Großteil der Messwerte im gleichen Intervall 
angesiedelt. Zwar werden mit anderen Färbemethoden deutlich höhere Werte für die 
Glykokalix gemessen, aber auch bei diesen Methoden wird durch die Fixierung und Färbung 
und die damit einhergehenden chemischen Reaktionen die Glykokalix verändert (Pries et al., 
2000). Somit entsprechen die Versuchsergebnisse nie vollständig den realen 
Gegebenheiten. Dennoch sind in den Versuchen dieser Arbeit Unterschiede zwischen den 
eingesetzten Endothelzellkulturen sichtbar, die in den folgenden Abschnitten näher 
beschrieben werden.  
 

6.1.1 Besonderheiten der Glykokalix boviner Endothelzellen 
Die Glykokalix der bovinen Endothelzellen war gleich in mehreren Eigenschaften auffällig. 
Das erste auffällige Merkmal war, dass einzig bei diesen Zellen die Glykokalix die Zellen 
teilweise nicht vollständig umgab, sondern bei einigen Zellen Lücken in der Glykokalix 
auftraten. Auch Brown et al. (1996) beschreiben in ihren Studien eine stellenweise 
unterbrochene Glykokalix an den Kapillaren der Skelettmuskulatur. Zudem beschreiben sie, 
dass eine Stimulation der Muskulatur und die dadurch induzierte Angiogenese zu einer 
Rückbildung der Glykokalix führen. Henry und DeFouw (1995) führten eine Studie durch, bei 
der sie eine Degradation der Glykokalix im Rahmen der Angiogenese in der 
Chorionallantoismembran von Hühnern beobachteten. Ebenso werden einige Bestandteile 
der Glykokalix durch Entzündungen und Ischämie reduziert (Mulivor und Lipowsky, 2004). 
Die Glykokalix ist also in einem ständigen Prozess des Umbaus, der durch Einflüsse des 
umgebenden Milieus beeinflusst wird. Die in diesen Versuchen eingesetzten bovinen 
Endothelzellen stammen aus einem bovinen Gelbkörper in Rückbildung. In diesem Organ 
finden massive Umbauvorgänge im Bereich des Gefäßbettes statt. So nimmt im 
Regressionsgelbkörper die Anzahl an Kapillaren ab (Bisplinghoff, 2006). Eventuell weisen 
dadurch die Endothelzellen aus dieser bovinen Kultur eine unterbrochene Glykokalix auf, da 
in der Rückbildung der Kapillaren zunächst ein Abbau der umgebenden Matrix und der 
Glykokalix erfolgen muss. 
Da jedoch alle in diesen Versuchen eingesetzten Endothelzellen zur in vitro Angiogenese 
fähig sind und unter Einfluss pro-angiogener Substanzen angezüchtet wurden, ist es 
unwahrscheinlich, dass die hier beobachteten Lücken in der bovinen Glykokalix allein auf 
angiogene Einflüsse zurückgehen.  
Ein weiteres auffälliges Merkmal der bovinen Endothelzellen war die basal vereinzelt deutlich 
verdickte Glykokalix im Bereich von Zellausläufern. Die Glykokalix der Endothelzellen wird 
überwiegend im Gewebeverband untersucht und durch Perfusion der Gewebe mit den 
entsprechenden Färbelösungen angefärbt, so dass nur die luminale Seite der Zellen 
betrachtet wird, da die Farbstoffe nicht in die Tiefe der Gewebe vordringen. Somit lassen 
sich in der Literatur keine ähnlichen Beobachtungen finden. In diesen Versuchen weisen 
einzig die bovinen Endothelzellen eine solchermaßen verdickte basale Glykokalix auf, 
während die murinen und humanen Endothelzellen basal und luminal eine vergleichbar hohe 
Glykokalix besitzen. Alle Zellen wurden auf der gleichen Matrix, einer Gelatinebeschichtung 
der Glasplättchen, angezüchtet. Bei der Verarbeitung der bovinen Endothelzellen für die 
Elektronenmikroskopie fiel auf, dass die bovinen Endothelzellen besonders stark am 
Kulturschalenboden anhafteten und sich nur schwer abschaben ließen, wohingegen die 
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humanen Zelle leichter und die murinen Zellen besonders einfach abzulösen waren. Diese 
dicke basale Glykokalix hat somit die bovinen Endothelzellen stärker am Kulturschalenboden 
verhaftet.  
Weiterhin waren bei den bovinen Endothelzellen dicht unterhalb der Zellmembran zahlreiche 
Vesikel auffällig, die ebenfalls eine Ruthenium Rot-positive Auskleidung besaßen. Auch die 
murinen Endothelzellen wiesen mit Ruthenium Rot-ausgekleidete Vesikel auf, während diese 
bei humanen Endothelzellen nicht beobachtete werden konnten. Da Ruthenium Rot aber 
nicht in die Zellen diffundieren kann wenn die Zellmembran intakt ist (Luft 1971), müssen 
diese Vesikel eine Verbindung zur Zelloberfläche besitzen. Es ist ebenso möglich, dass 
diese Vesikel sehr frisch abgeschnürte Endosomen repräsentieren, in denen die Glykokalix 
noch nicht degradiert wurde. Da Ruthenium Rot bereits der Spül- und auch der 
Fixierungslösung zugegeben wurde, könnte hier vor Eintritt der vollständigen Zellfixierung 
und damit dem Sistieren sämtlicher Stoffwechselvorgänge noch Ruthenium Rot in diesen 
Vesikeln aufgenommen worden sein. 
 

6.1.2 Besonderheiten der Glykokalix muriner Endothelzellen 
Auffälligstes Merkmal der Glykokalix der murinen Endothelzellen war die starke Varianz in 
der Höhe. Zudem konnten hier zwei Gruppen an Zellen unterschieden werden, die jeweils 
eine verschieden ausgeprägte Glykokalix aufwiesen. Zum überwiegenden Teil traten Zellen 
mit einer dünnen, regelmäßigen Glykokalix auf, die vergleichbar der Glykokalix der humanen 
Endothelzellen nur wenig Dickenvarianz zeigte. Das Zytoplasma dieser Zellen war deutlich 
elektronendichter und enthielt viele Zellorganellen und freie Ribosomen. Häufig waren auch 
mehrere Nukleoli vorhanden. Die Zellen waren eher rundlich. All diese Eigenschaften 
sprechen dafür, dass diese Zellen besonders aktiv sind, es wird viel DNA abgelesen. Dies 
weist auf einen besonders aktiven Metabolismus der Zellen hin, es findet viel Biosynthese 
von Proteinen an den zahlreichen freien Ribosomen und dem rauen Endoplasmatischen 
Retikulum statt (Sinowatz, 2000) wie es eher für immature Endothelzellen typisch ist (Welt et 
al., 1990). Da diese Endothelzellkultur in der eingesetzten Passage spontan Tumor-
transformiert ist (Plendl et al., 1995) und ein verändertes ungehemmtes Wachstum zeigt, 
repräsentieren diese Zellen die entdifferenzierten Zellen des Tumors.  
Deutlich weniger Zellen waren dem zweiten Zelltyp zuzuordnen. Diese Zellen waren gut 
differenziert, mit einem lockeren Zytoplasma und weniger Zellorganellen, der Zellkern besaß 
nur einen Nukleolus. Die Zellen waren eher spindelförmig und wiesen eine deutliche Polarität 
zwischen basaler, dem Kulturschalenboden zugewandter, und luminaler, dem Medium 
zugewandter Seite, auf. Diese Zellen besaßen eine sehr unregelmäßige Glykokalix, die in 
der Höhe deutlich schwankte. Häufig waren Konglomerate vorhanden, die stellenweise 
deutlich über die übrige Höhe der Glykokalix hinausragten und somit der Glykokalix ein 
aufgerautes Aussehen gaben. Diese Konglomerate entstehen durch Verklebung der 
einzelnen Makromoleküle im Rahmen der Fixierung und Färbung mit den eingesetzten 
Methoden (Pries et al., 2000; Fassel und Edminston, 1999). Es ist also davon auszugehen, 
dass hier eine faserige, mit besonders langen Makromolekülen ausgestattete Glykokalix in 
diesen Bereichen vorliegt. Die Konglomerate traten häufig an den Zellfortsätzen der 
luminalen Glykokalix auf. Da die Glykokalix der Zellen viele Rezeptoren und andere 
Makromoleküle enthält, mit denen sie mit dem Nährmedium in Kontakt tritt und Moleküle aus 
der Umgebung bindet und aufnimmt (Fu et al., 2003; Baldwin und Thurston, 2001; Pries et 
al., 2000; Vink und Duling, 2000), ist folglich insbesondere die luminale Seite der Zellen mit 
einer großen Anzahl dieser Makromoleküle bestückt. 
Auch bei den murinen Endothelzellen traten in Nähe zur Zellmembran intrazelluläre Vesikel 
mit einer Ruthenium Rot-positiven Auskleidung auf. Ob diese Vesikel Verbindung zur 
Zelloberfläche besaßen oder während der Färbeprozesse abgeschnürt wurden, ließ sich mit 
den durchgeführten Versuchen nicht klären. 
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6.1.3 Besonderheiten der Glykokalix humaner Endothelzellen 
Von allen drei untersuchten Endothelzellkulturen war die Glykokalix der humanen 
Endothelzellen am regelmäßigsten ausgebildet. Wie auch bei den murinen Endothelzellen 
umgab sie jede Zelle als durchgehenden, feinen elektronendichten Saum vollständig. Die 
Streuung der Messwerte war hier insgesamt am niedrigsten, und nur bei den humanen war 
die Glykokalix an keiner Stelle höher als 75 nm.  
Auffällig war zudem, dass nur bei den humanen Endothelzellen keine mit einer Glykokalix 
ausgekleideten Vesikel innerhalb der Zellen auftraten. Folglich hatten diese Vesikel in 
keinem Fall Kontakt zur Zelloberfläche. Wenn man davon ausgeht, dass im Prozess der 
Fixierung abgeschnürte Endosomen noch Ruthenium Rot mit einschließen würden, dann 
spricht das fehlen jeglicher Ruthenium Rot-Färbung in den Vesikeln der humanen 
Endothelzellen dafür, dass bei diesen Zellen nur wenig Endozytose stattfindet.  
Die humanen Endothelzellen sind dermalen Ursprungs und wurden aus der Haut einer 18-
jährigen Frau gewonnen. Sie zeigen ein homogenes Zytoplasma mit nur sehr wenigen 
Zellorganellen. Damit repräsentieren sie gut differenzierte und reife Endothelzellen. Dies 
könnte eine Ursache dafür sein, dass die Glykokalix hier regelmäßig ausgebaut ist, da in der 
Probe, aus der die Zellen isoliert wurden, keine massiven Umbauvorgänge stattfinden. Diese 
steht jedoch im Gegensatz zu den murinen Endothelzellen, bei denen gerade die besser 
differenzierten und metabolisch weniger aktiven Zellen eine ausgeprägtere Glykokalix 
besaßen.  
 

6.2 Transmissionsmikroskopische Untersuchungen der kationischen 
Liposomen 

Für diese Arbeit wurden zur Identifikation der Liposomen in den nachfolgenden Versuchen 
die eingesetzten unmarkierten und Gold-markierten Liposomen mit dem 
Transmissionselektronenmikroskop untersucht. Hierbei musste zunächst eine Methode 
gefunden werden, mit der sich die flüssigen Liposomen in den Agar einbetten ließen. 
Nachdem es gelungen war, die Liposomen in den Agar einzubetten, wurden diese 
elektronenmikroskopisch untersucht. Hierbei konnten auch die Lipiddoppelmembran und der 
flüssigkeitsgefüllte Hohlraum deutlich dargestellt werden. Die Liposomen lagen in großen 
und kleinen Konglomeraten zusammen, waren annähernd rund, teilweise jedoch auch leicht 
unregelmäßig geformt und eingedellt. Einige Liposomen lagen isoliert ohne Kontakt zu 
anderen Liposomen vor. Einige Liposomen wiesen keinen Hohlraum auf, dies wurde 
insbesondere bei den silberverstärkten Proben deutlich. Eventuell wurden hier die 
Liposomen nur tangential im Bereich der Lipidmembranen getroffen. Der Durchmesser der 
Liposomen variierte, dies könnte unter anderem auch dadurch bedingt sein, dass das 
Liposom mit seiner Kugelform nicht immer im Bereich des größten Durchmessers 
geschnitten wird. Dennoch entsprachen die Probemessungen an den eher mittelgroßen 
Liposomen einer Probe (also unter Nichtbeachtung der sehr großen und sehr kleinen 
Liposomen) in etwa den mittels Photonenkorrelationsspektrometrie bestimmten 
Größenangaben des Herstellers der Liposomen überein. 
Einige elektronenmikroskopische Studien untersuchten Liposomen bereits isoliert, jedoch 
zumeist indem sie die Liposomen auf ein Gitternetz auftrugen und nach der Bearbeitung 
evaluierten (Nallamothu et al., 2006, Hainfeld, 1996). Bei dieser Methode kann jedoch nur 
die Oberfläche der fixierten Liposomen untersucht werden, nicht aber ein Querschnitt durch 
das Objekt. Auch Zipper et al. (1988) untersuchten Tropfpräparate ihrer kationischen 
Liposomen mittels Transmissionselektronenmikroskopie, jedoch beschreiben sie in ihrer 
Arbeit die genaue Methode zur Herstellung dieser Tropfpräparate nicht, es scheint sich 
jedoch auch hier nicht um Querschnitte durch das Innere der Liposomen zu handeln. Bei 
ihren Untersuchungen der inkubierten bovinen Endothelzellen waren unilamellären 
Liposomen bestehend aus einer Lipiddoppelmembran um einen inneren Hohlraum in 
Wechselwirkung mit den Zellen dargestellt. Auch McLean et al. (1997) konnten 
unilammelläre Liposomen in Nachbarschaft zum Endothel nach intravenöser Injektion 
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kationischer Liposomen in den untersuchten Gewebeproben elektronenmikroskopisch 
nachweisen. 
Einige Studien setzten für ihre elektronenmikroskopischen Studien markierte Liposomen ein, 
um an den Geweben diese Liposomen mittels des Markers eindeutig identifizieren zu können 
(Thurston et al., 1998, Friend et al., 1996). Thurston et al. (1998) setzten hierfür mit 
Nanogold markierte Liposomen ein. In den Bildern ihrer Publikation erscheinen die 
Liposomen jedoch oft als kleine Kugeln. Die lamelläre Lipiddoppelstruktur mit dem Hohlraum, 
in dem im Rahmen des Drug Targeting Arzneimittel transportiert werden sollen, war nicht 
deutlich dargestellt. In den Studien von Friend et al. (1996) waren die multilamellären 
Liposomen in Konjugation mit kolloidalem Gold an und innerhalb der eingesetzten Zellen 
darstellbar. 
Die in der vorliegenden Studie eingesetzten Liposomen konnten mittels der Einbettung in 
Agar erstmals in Schnittpräparaten ohne umgebendes Gewebe, mit dem sie in 
Wechselwirkung treten konnten, dargestellt werden. Auch gelang der 
elektronenmikroskopische Nachweis, dass der Marker Nanogold in die äußeren 
Lipidschichten der Liposomen inkorporiert vorlag. 
Um die Effizienz der Silberverstärkung für die Gold-markierten Liposomen zu testen, wurden 
diese für unterschiedlich lange Zeiten mit dem Silberverstärker behandelt und dann 
elektronenmikroskopisch untersucht. Hierbei zeigte sich deutlich, dass eine zu lange 
Einwirkzeit des Silberverstärkers sich nachteilig auf die elektronenmikroskopische 
Beurteilung auswirkte. Die Liposomen waren teilweise unter der Silberschale in ihrer Struktur 
kaum mehr zu erkennen. Somit besteht in den Versuchen die Gefahr, dass nach zu langer 
Silberverstärkung diese Liposomen vollständig von dem Verstärker überdeckt werden und 
dies eventuell als Artefakt gewertet wird. Nach kurzem Einwirken des Silberverstärkers 
waren jedoch die Goldpartikel deutlich sichtbar, ohne die Liposomenstruktur zu überdecken. 
Die Lipiddoppelmembranen waren bei Einsatz der Silberfärbung jedoch undeutlich, dies 
beruht auf einer schwächeren Fixierung der Lipidstrukturen, da eine starke Osmierung 
unverträglich mit der Silberfärbung ist, das Osmium jedoch die Lipidstrukturen besser fixiert 
(Owen et al., 2001, Sawada und Esaki, 2000, Hainfeld, 1996). 
 

6.3 Quantitative Untersuchungen zur Aufnahme kationischer Liposomen 
durch Endothelzellen 

Der Einsatz kationischer Liposomen als Vektoren im Rahmen einer anti-vaskulären Therapie 
setzt voraus, dass die Liposomen durch die Zielzellen gebunden und der in Ihnen enthaltene 
Wirkstoff mittels Internalisierung oder Fusion in das Zytosol der Zellen gelangt, um dort seine 
Wirkung zu entfalten. Somit gilt es nicht nur zu klären, ob und wie die eingesetzten Zellen in 
Wechselwirkung mit den kationischen Liposomen treten, sondern auch quantitativ zu 
bestimmen in welchem Ausmaß eine Aufnahme mittels Bindung, Fusion und Internalisierung 
erfolgt.  
Da für kationische Liposomen bereits in mehreren Versuchsreihen eine Internalisierung 
durch aktivierte Endothelzellen in vivo belegt wurde (Campbell et al., 2002; Thurston et al., 
1998), haben sich diese Liposomen als Vektoren für das aktivierte Endothel im 
Tumorbereich interessant gemacht. Üblicherweise befindet sich das Endothel in vivo in 
einem nicht aktivierten Zustand aus dem es unter bestimmten physiologischen (z.B. im 
Reproduktionszyklus im Gelbkörper oder während der Gravidität) und pathologischen 
Prozessen (z.B. Tumorerkrankungen, Entzündungen) wieder in den aktiven Zustand der 
Angiogenese übertreten kann. Um die Wechselwirkungen kationischer Liposomen mit 
angiogenen Endothelzellen zu untersuchen, wurden in diesen Studien proliferierende 
angiogene Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs eingesetzt, wobei die Zellen der 
verwendeten Zellkulturen sowohl aus Organen pathologischer Prozesse  (spontan Tumor-
transformierte Endothelzellen aus dem Herzmuskel einer Maus) als auch aus Organen in 
physiologischen Stadien (humane Endothelzellen aus der Haut eines Menschen, bovinen 
Endothelzellen aus dem Corpus luteum) isoliert worden waren. Somit können sowohl 
Endothelzellen pathologischer als auch physiologischer Prozesse auf ihre 
Wechselwirkungen mit kationischen Liposomen untersucht werden. Da jedoch die 
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Zellkulturen von unterschiedlichen Spezies gewonnen wurden, ist ein Vergleich zwischen 
den Ergebnissen von Zellen pathologischen und physiologischen Ursprungs nur unter 
Vorbehalt einer spezies-internen Überprüfung möglich. 
Die Inkubation der verschiedenen Zellkulturen mit kationischen Liposomen führte in allen 
Versuchen zu einer nachweisbaren Fluoreszenz und somit zu einer Bindung Aufnahme der 
Rhodamin-markierten Liposomen durch die Zellen. Somit fand auch in diesen Versuchen 
eine nachweisliche Interaktion kationischer Liposomen mit den inkubierten proliferierenden 
Endothelzellen statt, wie diese auch in anderen in vitro und in vivo Studien  beobachtet 
werden konnte (Eichhorn et al., 2007; McLean et al., 1997; Friend et al. 1996). Thurston und 
Mitarbeiter (1998) wiesen bereits 20 Minuten nach intravenöser Applikation kationische 
Liposomen an und in den Endothelzellen tumorös und entzündlich veränderter Gebiete nach. 
Jedoch nicht nur in den Endothelzellen in Bereichen pathologischer Prozesse, sondern auch 
durch Endothelzellen gesunder Gewebe erfolgt eine Aufnahme kationischer Liposomen, 
wobei dies jedoch in organabhängig unterschiedlich hohem Maße erfolgt (McLean et al., 
1997). In diesen Versuchen waren die intravenös verabreichten Liposomen nach 20 Minuten 
aus dem Blut entfernt worden, sie banden an Endothelzellen, Leukozyten und Makrophagen. 
Nach vier Stunden waren hier die Liposomen von den Zellen internalisiert worden. 
Analog dazu sind auch in den Versuchen dieser Studie Unterschiede in der Menge 
aufgenommener Liposomen zwischen den verschiedenen Zellkulturen auffällig, teils wurden 
bis zum 10fachen an Liposomen gebunden und internalisiert. Während die bovinen und 
humanen Endothelzellen nur sehr wenige der zugesetzten Liposomen (etwa 1-4%) 
aufnehmen und ein noch geringerer Anteil davon mittels Endozytose internalisiert wird (ca. 
0,16-0,4%), war die Aufnahme durch die murinen Endothelzellen deutlich höher. Hier wurden 
abhängig von der Dauer der Inkubation etwa 15-30%, vereinzelt sogar bis zu fast 50% der 
zugesetzten Liposomen durch die Zellen gebunden oder waren mit der Zellmembran 
fusioniert, etwa 13% der Liposomen waren nach 180 Minuten endozytiert worden. Damit war 
auch in diesen Studien die Aufnahme kationischer Liposomen durch das dem Gefäßgebiet 
eines Tumors entsprechende Zellkulturmodell am größten.  
Die hier eingesetzten kationischen Liposomen wiesen eine deutlich geringere 
Bindungseffizienz auf als dies bei anderen in vitro Studien mit anderen Liposomen der Fall 
war. So wiesen beispielsweise Bendas et al. (1999) nach, dass die von ihnen hergestellten 
Immunoliposomen zu fast 90% an den Zielzellen anhafteten. Dies liegt vermutlich darin 
begründet, dass die Immunoliposomen mittels einer spezifischen Bindung an Antigenen der 
Zelloberfläche der Zellen gebunden werden, während für die Bindung der kationischen 
Liposomen unspezifische Bindungsreaktionen verantwortlich sind. Ein spezifisches 
Oberflächenantigen, welches die Bindung vermittelt, konnte bisher nicht identifiziert werden. 
Bereits für mit Apolipoprotein-E-modifizierte kationische Liposomen konnten Leupold und 
Mitarbeiter (2009) eine unspezifische Aufnahme nachweisen, diese Liposomen wurden nicht 
über Clathrin- oder Caveolin-vermittelte Endozytose aufgenommen, sondern über nicht-
selektive Endozytosemechanismen. Ebenso konnten sie einen Endozytose-unabhängigen 
Aufnahmemechanismus beobachten. Auch die von Papadimitriou und Antimisiaris (2000) 
beobachtete Endozytose von Liposomen durch humane Endothelzellen war Clathrin-
unabhängig. 
Entgegen anderen Studien (Papadimitriou und Antimisiaris 2000; Bendas et al., 1999) 
konnte in den vorliegenden Versuchen nicht für alle Zellen ein Sättigungseffekt der Bindung 
kationischer Liposomen durch die Zellen festgestellt werden. Einzig die murinen 
Endothelzellen zeigten keinen signifikanten Anstieg gebundener Liposomen nach längerer 
Inkubation, hier schien also analog zu den Beobachtungen von Papadimitriou und 
Antimisiaris (2000) und Bendas et al. (1999) ein Plateau für die Bindung erreicht worden zu 
sein. Mit längerer Inkubationsdauer nahm dahingegen die Bindung der Liposomen durch die 
humanen Zellen deutlich zu. Diese Beobachtung deckt sich auch mit den Studien von 
Dabbas und Mitarbeitern (2008), die bei längerer Inkubation auch eine erhöhte Bindung 
kationischer Liposomen an humane Endothelzellen beobachteten. Sie untersuchten Zellen 
nach 30 Minuten und 24 Stunden Inkubation. Im bovinen Zellkulturmodell konnte zwar mit 
zunehmender Inkubationsdauer keine stetig vermehrte Bindung der Liposomen beobachtet 
werden, jedoch war hier insgesamt die Bindungseffizienz sehr gering und die Ergebnisse der 
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einzelnen Versuche schwankten teilweise sehr stark, so dass eine sichere Interpretation 
bezüglich einer Sättigung der Bindung nicht möglich ist.  . 
Gründe für das Fehlen einer Bindungssättigung könnten sein, dass Bendas und Mitarbeiter 
bei den Versuchen ihrer Arbeitsgruppe Immunoliposomen verwendeten, also mit Liposomen 
gearbeitet haben, die mittels in ihrer Lipidschicht verankerter Antikörper eine spezifische 
Bindung an Antigenen an der Oberfläche der Zielzellen vermitteln. Es erscheint 
wahrscheinlich, dass eine unspezifische Bindungsreaktion langsamer abläuft als die 
spezifische Bindung an Oberflächenantigene. Zudem ist die spezifische Bindungsreaktion 
gesättigt, wenn alle an der Oberfläche der Zielzellen vorhandenen Antigene 
Immunoliposomen gebunden haben, da keine freien Bindungsstellen mehr vorhanden sind. 
Somit spricht die Beobachtung, dass auch nach langer Inkubationsdauer noch keine 
Sättigung der Liposomenbindung auftritt, dafür, dass keine spezifischen Antigene an den 
Zielzellen für die Vermittlung der Bindung verantwortlich sind. Die Ergebnisse für die 
humanen Endothelzellen deuten eher auf unspezifische Bindungsmechanismen, wie zum 
Beispiel Bindung durch elektrostatische Wechselwirkungen, wie sie zwischen den 
kationischen Liposomen und der anionischen Glykokalix auftreten, hin, wie dies auch in 
anderen Studien diskutiert wird (Bode et al., 2009; Dabbas et al., 2008; McLean et al., 1997; 
Baldwin et al., 1991). Aber auch einfache van-der-Waals-Kräfte könnten die Bindung 
vermitteln.  
Gleichzeitig spricht die Beobachtung, dass die murinen Endothelzellen keinen signifikanten 
Anstieg der Bindung kationischer Liposomen zeigten und das die Ergebnisse aus den 
bovinen Endothelzellkulturen einer zeitlichen Schwankung unterliegen dafür, dass 
unterschiedliche Bindungsmechanismen von den einzelnen Endothelzellkulturen genutzt 
werden könnten. Es gilt zu untersuchen, ob diese Spezies-spezifisch sind. Möglich wäre 
auch, dass die spontan Tumor-transformierten Endothelzellen durch ihren aktiven 
Metabolismus sehr viel schneller mit Partikeln aus dem Nährmedium interagieren und 
dadurch zügig ein Bindungsplateau erreicht wird. 
Im Gegensatz zu den von Papadimitriou und Antimisiaris (2000) eingesetzten humanen 
Endothelzellen in den Passagen 1-5 wurden die humanen Zellen dieser Versuche in einer 
höheren Passage 7 verwendet. Zudem inkubierten sie die Zellen im Monolayer mit den 
Liposomen und nicht im subkonfluenten Zustand. In dieser höheren Passage und im 
konfluenten Zustand nutzen die Zellen vermutlich andere Mechanismen der Interaktion. Auch 
setzten sie anionischen Liposomen ein, für die sie eine Aufnahme mittels Caveolae-
vermittelter Endozytose nachwiesen. Eine elektrostatische Bindung an die ebenfalls 
anionische Glykokalix, wie sie vermutlich für die Bindung kationischer Liposomen 
verantwortlich ist, ist aufgrund der Abstoßung gleichartiger Ladungen für die anionischen, 
Phosphatidylserin enthaltenden Liposomen nicht wahrscheinlich. 
Es gilt auch zu berücksichtigen, dass die in dem zugesetzten Inkubationsmedium 
enthaltenen Liposomen zunächst auf den Boden der Kulturschalen sedimentieren müssen, 
bevor sie mit den dort wachsenden Zielzellen in Kontakt treten können und eine Bindung 
überhaupt erst möglich wird. Wenn die Liposomen nur sehr langsam sedimentieren, so kann 
dies mit verantwortlich dafür sein, dass erst nach 180-minütiger Inkubation ausreichend 
Liposomen Kontakt zu den Zellen aufnehmen konnten, um dort gebunden zu werden. 
Nachdem die Liposomen an die Zellen gebunden wurden, muss eine Fusion oder eine 
Aufnahme mittels Endozytose erfolgen, damit der transportierte Wirkstoff im Inneren der 
Zelle seine Wirkung entfalten kann. Mittels der hier eingesetzten Methoden kann eine Fusion 
der Liposomen mit der Zellmembran nicht von einer Bindung intakter Liposomen an der 
Zelloberfläche abgegrenzt werden, so dass quantitativ nur die Aufnahme mittels Endozytose 
beurteilt werden kann.  
In der vorliegenden Studie werden durch die murinen Endothelzellen etwa 13% der 
Liposomen endozytiert, somit würde ein im Inneren transportierter Wirkstoff in deutlichem 
Ausmaß das Innere der Zellen erreichen, um dort seine Wirkung zu entfalten. Da die 
Internalisierung durch die bovinen (0,16%) und humanen (0,4%) Endothelzellen in nur 
minimalem Maße erfolgt, scheint es fraglich, ob ein durch die kationischen Liposomen 
transportiertes Chemotherapeutikum in ausreichendem Maße die Zielzellen erreicht, um 
diese nachhaltig zu schädigen. Die Internalisierung der gebundenen Liposomen nimmt mit 
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zunehmender Inkubationsdauer in allen drei Zellkulturen stetig zu, eine Sättigung tritt im 
beobachtet Zeitraum nicht ein. Folglich scheint es wahrscheinlich, dass nach noch längerer 
Inkubation auch weiter mehr Liposomen internalisiert werden. So wiesen McLean und 
Mitarbeiter (1997) in ihren Studien nach, dass nach vier Stunden eine Internalisierung ihrer 
intravenös verabreichten Liposomen erfolgt war. Dies könnte Bedeuten, dass eine 
Internalisierung gebundener Liposomen erfolgt, bis keine Liposomen mehr an der 
Zellmembran anhaften oder die Zelle eventuell durch ein zu große Menge internalisierter 
Liposomen zerstört wird (s.a. Kap. 5.5. und 6.5.) 
 

6.3.1 Schwankungen der Ergebnisse der Versuche mit bovinen Endothelzellen 
Die Messwerte zwischen den einzelnen Assays schwanken teilweise deutlich, wobei keine 
auffälligen Zusammenhänge zwischen der Inkubationsdauer und den Schwankungen zu 
beobachten sind. Auch im zeitlichen Verlauf schwankt die Menge gebundener Liposomen 
pro Zelle und der Prozentsatz gebundener von den insgesamt zugesetzten Liposomen. Dass 
die Messwerte zwischen den einzelnen Assays teils deutlich schwanken, könnte durch die 
Heterogenität der eingesetzten bovinen Endothelzellen verursacht werden, die bereits in 
verschiedenen Studien untersucht wurde (Käßmeyer, 2006; Plendl et al., 1992). In den 
mikroskopischen Untersuchungen zur Bindung kationischer Liposomen durch bovine 
Endothelzellen (Kap. 5.4.1.1.) zeigte sich zudem, dass einige der Zellen keine mit dem 
Mikroskop sichtbare Fluoreszenz durch gebundene Liposomen aufwiesen. Geht man nun 
davon aus, dass in einer Kultur zum Zeitpunkt der Inkubationsversuche vermehrt Zellen 
vorhanden waren, die keine Liposomen binden, kann dies die deutlichen Schwankungen 
verursacht haben.  Es ist jedoch mit den Versuchen dieser Studie nicht eindeutig zu klären 
gewesen, aufgrund welcher Mechanismen einige der bovinen Endothelzellen kationische 
Liposomen in sichtbarem Maße binden, während dies bei anderen Zellen nicht der Fall ist.  
 

6.4 Qualitative Untersuchungen zur Aufnahme kationischer Liposomen durch 
Endothelzellen 

Um die Aufnahme der kationischen Liposomen durch Endothelzellen zu untersuchen, 
wurden mit Markern versehene Liposomen mit den Endothelzellen inkubiert und die 
Lokalisation der Liposomen in den Zellen mittels Nachweis der Marker bestimmt. Dabei 
wurden auf mikroskopischer Ebene zunächst Rhodamin-markierte Liposomen eingesetzt. 
Anhand dieser wurde untersucht, ob die Liposomen nur an der Oberfläche der Zellen binden 
oder in die Zelle aufgenommen werden. Auch sollten hierbei erste Hinweise gesammelt 
werden, ob eine Fusion von Liposomen mit der Zellmembran stattfindet und inwieweit sich 
eventuell aufgenommene Liposomen in bestimmten Bereichen innerhalb der Zelle 
anreichern.   
Um auf ultrastruktureller Ebene den Verbleib der Liposomen bzw. deren Lipidbausteinen an 
der Zellmembran und innerhalb der Zelle genauer zu untersuchen, kamen Gold-markierte 
Liposomen zum Einsatz.  
Die in diesen Studien eingesetzten Rhodamin-markierten Liposomen wurden bereits in 
vorangehenden Studien im Tierversuch eingesetzt, um die Anreicherung der intravenös 
applizierten Liposomen in bestimmten Geweben darzustellen (Krasnici et al., 2003; Kunstfeld 
et al., 2003; Schmitt-Sody et al., 2003). Auch andere Studien setzen Rhodamin als Marker 
an Liposomen ein, um deren Aufnahme durch unterschiedliche Zellen zu untersuchen 
(Dabbas et al., 2008; Kaltra und Campbell, 2006; Huth et al., 2004; Almofti et al., 2003; 
Zuhorn et al., 2001; Miller et al., 1998;).  
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6.4.1 Phasenkontrastmikroskopische Untersuchungen während der 
Inkubation 

In allen Versuchen zur Inkubation der unterschiedlichen Liposomen mit und ohne Marker 
waren nach Zusatz des Inkubationsmediums im Medium, am Boden der Kulturschale und an 
den Zellen Vesikel sichtbar, die vor Zusatz des Inkubationsmediums und in den mitgeführten 
Kontrollen nicht vorhanden waren. Bei diesen Vesikeln handelt es sich um die dem Medium 
zugesetzten Liposomen. Dafür spricht insbesondere, dass in den Versuchen mit den 
Rhodamin-markierten Liposomen diese Vesikel einen rot-violetten Schimmer aufwiesen. 
Hierbei handelt es sich um eine Färbung, die von dem in den Liposomen inkorporierten 
Farbstoff Rhodamin verursacht wird, auch die unverdünnte Liposomenflüssigkeit zeigte eine 
intensive rot-violette Farbe. 
Derartige lichtmikroskopisch sichtbare Vesikel wurden auch von Lienau (2003) und Meng 
(2002) bei der Transfektion von Zellen mittels liposomaler Trägerstoffe beschrieben. Meng 
setzte in ihren Studien Endothelzellen und Granulosazellen ein, Lienau verwendete in ihren 
Versuchen die auch in diesen Studien eingesetzten humanen und murinen Endothelzellen.  
Zu Beginn der Inkubation sind die Liposomen im gesamten Medium in Suspension, mit 
zunehmender Inkubationsdauer sedimentieren Sie jedoch auf den Boden der Kulturschale, 
so dass nach längerer Zeit mehr Liposomen den Grund der Kulturschale und somit auch die 
dort wachsenden Zellen erreichen. Ein Teil der Zellen scheint die Liposomen aufzunehmen, 
jedoch ist dies im Phasenkontrastmikroskop nicht eindeutig zu beurteilen, da durch die 
zweidimensionale Darstellung nicht sicher zwischen extrazellulären, nur anhaftenden oder 
aufliegenden, Liposomen und intrazellulären Liposomen unterschieden werden kann. 
 

6.4.2 Bindung und Fusion der Liposomen mit den Endothelzellen 
In den Versuchen dieser Studie war an den mit Liposomen inkubierten Zellen nach den 
Versuchen eine diffuse schwächere Fluoreszenz nachweisbar. Auffällig war, dass die diffuse 
Fluoreszenz nach der Färbung mit Trypan Blau kaum mehr nachweisbar war. Folglich muss 
diese diffuse Fluoreszenz sich überwiegend an der Oberfläche der Zelle befinden. Es waren 
also mit Rhodamin markierte Lipidbestandteile der Liposomen in der Zellmembran 
vorhanden. Dies kann durch Fusion der Liposomen mit der äußeren Zellmembran verursacht 
werden, wobei nun der Marker Rhodamin in der äußeren Zellmembran integriert wird (Almofti 
et al., 2003; Düzgünes und Nir, 1999; Zipper et al., 1988). Eine Fusion von Liposomen mit 
der Zellmembran von Endothelzellen wurde von Zipper et al. (1988) beobachtet. Sie setzten 
in ihren elektronenmikroskopischen Studien bovine Endothelzellen aus der Aorta ein. Sie 
konnten an einigen Stellen elektronenmikroskopisch Bereiche nachweisen, in denen eine 
Fusion der liposomalen Lipiddoppelmembran mit der äußeren Zellmembran stattfand. Auch 
in der hier vorliegenden Studie konnte elektronenmikroskopisch ein Bereich gefunden 
werden, an dem ein Liposom mit der Zellmembran fusionierte (Abb. 54 Kap. 5.4.3.2) 
Liposomale Ausläufer, die in die Endothelzellen eindringen, wie sie in der Studie von Zipper 
et al. (1998) beobachtet wurden, traten in diesen Untersuchungen nicht auf.  
Eine weitere mögliche Ursache für das Auftreten von Rhodamin-markierten Lipiden in der 
Zellmembran wäre auch ein Intermembrantransfer, bei dem Bestandteile der Liposomen und 
der Zellmembran sich bei Annäherung der Oberfläche austauschen, ohne das eine Fusion 
stattfindet (Fretz et al., 2004).  
Es erschien unwahrscheinlich, dass nur eine der oben genannten Möglichkeiten die diffuse 
Fluoreszenz verursacht. Durch die transmissionselektronenmikroskopische Untersuchung 
auf ultrastruktureller Ebene war es jedoch möglich, dies genauer zu untersuchen. 
In den elektronenmikroskopischen Studien wiesen die untersuchten Zellen aus allen 
Versuchsreihen einzelne Goldkörner in der äußeren Zellmembran auf. Dies belegt, dass die 
in den Liposomen vorhandenen Nanogold-Marker nach Intermembrantransfer von Lipiden 
oder Fusion der Liposomen mit der äußeren Zellmembran Bestandteil der letzteren wurden.  
Eine solch deutliche Darstellung der Fusion konnte in den elektronenmikroskopischen 
Untersuchungen dieser Studie nur an einer Stelle erreicht werden, jedoch war in einigen 
Bereichen anhaftender Liposomen die Lipiddopppelschicht der äußeren Zellmembran nur 
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undeutlich dargestellt und schien sich in Auflösung zu befinden (Abb. 51 und 54 Kap. 
5.4.3.2). Dies kann als Hinweis auf eine stattfindende Fusion oder einen 
Intermembrantransfer von Lipiden gewertet werden. Somit konnte auch in diesen Studien 
belegt werden, dass die kationischen Liposomen mit der äußeren Zellmembran der 
eingesetzten Endothelzellen fusionieren oder Lipidbestandteile austauschen. Dabei wird bei 
einer Fusion der Inhalt der Liposomen in das Zytosol freigesetzt, so dass im Inneren der 
Vesikel enthaltene Chemotherapeutika direkt in die Zelle gelangen und dort ihre Wirkung 
entfalten können. 
Auch waren auf ultrastruktureller Ebene einzelne Liposomen an der Oberfläche der Zellen 
nachweisbar. Da diese nicht durch die verschiedenen Spülvorgänge von der Zelloberfläche 
abgelöst wurden, müssen sie stabil an die Zelloberfläche gebunden vorliegen. Diese 
gebundenen Liposomen können ebenso für einen Teil der in den 
fluoreszenzmikroskopischen Versuchen beobachteten diffusen, schwächeren Fluoreszenz  
verantwortlich gemacht werden. Möglich ist nun, dass diese Liposomen mit der Zellmembran 
zu einem späteren Zeitpunkt fusionieren. Da der Prozess der Fusion mit der Zellmembran 
sehr schnell stattfindet, war dieser in den ultrastrukturellen Studien nicht eindeutig 
darstellbar.  
Zwar waren in den ultrastrukturellen Untersuchungen auch innerhalb des Zytosol vereinzelt 
isolierte Goldpartikel nachweisbar, diese wiesen jedoch keinen Kontakt zu anderen 
Zellorganellen auf. Auch innerhalb der Membranen der einzelnen Zellorganellen waren keine 
Goldpartikel nachweisbar. Es ist also nicht davon auszugehen, dass die Liposomen 
innerhalb der Zelle mit anderen Zellorganellen fusionieren oder nach Degradation der 
phagozytierten Liposomen deren Lipidbestandteile zum Aufbau zelleigener Membranen 
verwendet wurden. Somit konnte in diesen Versuchen eine Fusion der Liposomen mit der 
Kernmembran wie sie als Voraussetzung für eine erfolgreiche Transfektion von Zellen 
notwendig ist (Zabner, 1997; Wroebel und Collins, 1996), nicht nachgewiesen werden.  
 

6.4.3 Phagozytose der Liposomen durch die Endothelzellen 
Zusätzlich zu der diffusen, schwachen Fluoreszenz war an den Zellen aller eingesetzten 
Kulturen eine punktuelle, intensive Fluoreszenz nachweisbar. Diese punktuelle Fluoreszenz 
war sowohl vor als auch nach Färbung mit Trypan Blau vorhanden. Da durch die Färbung 
mit Trypan Blau die extrazelluläre Fluoreszenz gelöscht wird (Wasungu et al., 2006; Zuhorn 
et al., 2002a) musste folglich hier für die noch vorhandene Fluoreszenz nach Trypan Blau-
Färbung ein internalisierter Marker verantwortlich sein.  
Die beobachtete Fluoreszenz wird verursacht von Liposomen, die in Cluster zusammen 
liegen und somit punktuell und intensiver fluoreszieren. Diese Cluster aus Liposomen ließen 
sich bereits während der Inkubation im Phasenkontrastmikroskop beobachten, wo sie sich 
als unregelmäßig große Partikel zwischen den Zellen am Kulturschalenboden darstellen 
ließen. Die an den Zellen vorhandenen Liposomencluster lassen sich im Gegensatz zu den 
Clustern von Liposomen zwischen den Zellen phasenkontrastmikroskopisch auch nach den 
Spülvorgängen darstellen. Sie sind folglich fest an die Zellen gebunden. Ein Teil dieser 
Liposomencluster ist nur oberflächlich an der Zelle gebunden, dies lässt sich daraus folgern, 
das vor Färbung mit Trypan Blau mehr dieser stark fluoreszierenden Bereiche vorhanden 
waren als nach der Färbung. 
Anhand der Beobachtungen aus den fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen kann 
gefolgert werden, dass ein großer Teil der Liposomen innerhalb von intrazellulären Vesikeln 
in der Zelle liegen: die eingesetzten kationischen Liposomen werden von den Endothelzellen 
mittels Phagozytose aufgenommen.  
Phagozytose wird vielfach als Aufnahmemechanismus für Liposomen durch Zellen 
beschrieben (Kakudo et al., 2004; Rückert et al., 2003; Zuhorn et al., 2002b; Kessner et al., 
2001; Thurston et al., 1998; McLean et al., 1997; Friend et al., 1995; Zipper et al., 1988). 
Hierbei werden teilweise über oberflächengekoppelte Antikörper gezielt Antigene auf Zellen 
gebunden, die eine Endozytose vermitteln. Die in diesen Studien verwendeten kationischen 
Liposomen besitzen jedoch keine integrierten Antikörper, werden also über bisher 
unbekannte Rezeptoren gebunden und endozytiert. Krasnici et al. (2003) machen hierfür 
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negativ geladene so genannte Scavenger-Rezeptoren verantwortlich. Dabbas et al. (2008) 
sehen die Ursache der Bindung kationischer Liposomen durch Endothelzellen in 
elektrostatischen Wechselwirkungen der kationischen Lipide mit Bestandteilen der 
Zellmembran: ein hoher Gehalt an kationisch geladenen Lipiden erhöht die Aufnahme der 
Liposomen durch humane Endothelzellen. 
Laut Huth et al. (2004) beeinflusst der Marker Rhodamin die Interaktion von Liposomen mit 
der Zelle, da die Kopfgruppe dieses Phospholipids als Ligand für die Clathrin-vermittelte 
Endozytose agiere. Weitere Studien, die diese These stützen, wurden bisher nicht publiziert. 
Da jedoch auch in den ultrastrukturellen Studien der hier durchgeführten Versuchsreihen 
Liposomen in unterschiedlichen Phasen des Prozesses der Endozytose beobachtet wurden, 
kann die Aufnahme mittels Phagozytose nicht allein durch den Marker Rhodamin initiiert 
worden sein. In den transmissionselektronenmikroskopischen Studien mit Gold-markierten 
Liposomen waren diese Liposomen sowohl in intrazellulären Vesikeln als auch an 
Invaginationen der äußeren Zellmembran im Prozess der Abschnürung endozytotischer 
Vesikel sichtbar. Demnach ist es als gesichert anzusehen, dass die eingesetzten 
kationischen Liposomen auch mittels Endozytose in die Endothelzellen aufgenommen 
werden. Ob tatsächlich der Marker Rhodamin die Endozytose der Liposomen beeinflusst, 
sollte jedoch in weiterführenden Studien eruiert werden.  
Die Inkubation über unterschiedlich lange Zeiträume sollte es ermöglichen, Aussagen über 
den zeitlichen Ablauf der Aufnahme kationischer Liposomen durch Endothelzellen zu treffen. 
Analog zu den Untersuchungen von Kunstfeld et al. (2003) waren in den Versuchen mit 
Rhodamin-markierten Liposomen bei den murinen und den humanen Endothelzellen eine 
zunehmend peripheronukleäre Anreicherung der Fluoreszenz im zeitlichen Verlauf zu 
beobachten. Eine peripheronukleäre Anreicherung von Liposomen wiesen auch Dabbas et 
al. (2008) mittels Rhodamin-markierter Liposomen im Fluoreszenzmikroskop und MAG-C-
markierten Liposomen auf ultrastruktureller Ebene nach, sie beobachteten dieses Phänomen 
insbesondere nach 24-stündiger Inkubation. Im Gegensatz zu den Beobachtungen bei den 
murinen und humanen Endothelzellen waren bei den bovinen Endothelzellen die Vesikel 
stets in Zellmembrannähe oder verteilt im Zytoplasma der Zellen. Hier waren nach längerer 
Inkubationszeit die Liposomen auch spärlicher vorhanden, eine deutliche Anreicherung 
perinukleär trat auch nach längerer Inkubation nicht auf. 
In den elektronenmikroskopischen Studien waren im zeitlichen Verlauf prozentual weniger 
Liposomen extrazellulär gebunden, es lagen vermehrt Liposomen in intrazellulären Vesikeln 
vor. Eine deutliche Anreicherung dieser Vesikel um den Zellkern herum konnte jedoch 
elektronenmikroskopisch nicht dargestellt werden. Somit ist die peripheronukleäre 
Anreicherung aus den fluoreszenzmikroskopischen Untersuchungen eher dadurch zu 
erklären, das in diesem Bereich der am Kulturschalenboden anhaftenden Zellen aufgrund 
ihrer dreidimensionalen Struktur mehr Zytoplasma und folglich mehr Vesikel mit 
endozytierten Liposomen vorhanden sind als in den kernfernen Zellausläufern. Eine 
Assoziation der eingesetzten kationischen Liposomen mit anderen Zellorganellen konnte in 
den transmissionselektronenmikroskopischen Untersuchungen nicht nachgewiesen werden. 
Es ist davon auszugehen, dass die Liposomen nach der Endozytose in Phagolysosomen 
enzymatisch abgebaut werden. Hierfür spricht, dass in den Vesikel teilweise die Struktur der 
Lipiddoppelmembran nicht mehr deutlich zu erkennen ist, vereinzelt sind nur noch 
Goldkörner innerhalb der gefüllten Vesikel nachweisbar. Die in den Zellen vereinzelt 
vorliegenden Goldkörner können als Reste dieses Abbauvorganges angesprochen werden. 
Somit könnten die Bestandteile der Liposomen nach deren Abbau für den Aufbau zelleigener 
Membranen verwendet werden. Deutliche Hinweise darauf waren in diesen Studien nicht 
nachweisbar, da sich in keiner der untersuchten Proben Goldkörner an den Membranen der 
Zellorganellen nachweisen ließen, somit nicht eindeutig Lipide liposomalen Ursprungs für 
den Aufbau verwendet wurden. Es wäre jedoch auch möglich, dass erst nach längeren 
Zeiträumen als den in diesen Studien gewählten die Lipide in zelleigene Organellen 
eingebaut werden. Weiterhin wäre es möglich, dass bei der Degradation der Liposomen der 
Marker vom Lipidbestandteil abgelöst wurde und somit eine Identifizierung der liposomalen 
Lipide nicht mehr möglich war. 
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6.4.4 Besonderheiten der bovinen Endothelzellen 
Auffälligste Abweichung in den fluoreszenzmikroskopischen Versuchen war, dass die 
bovinen Endothelzellen Vesikel mit endozytierten Liposomen überwiegend in der Nähe der 
Zellmembran aufwiesen. Zudem nahmen die bovinen Endothelzellen nur sehr wenige 
Liposomen auf, Vesikel innerhalb der Zelle waren nur sehr vereinzelt zu sehen. Darüber 
hinaus wiesen einige Zellen gar keine Fluoreszenz auf. Zipper et al. (1988) berichten in ihrer 
Studie, dass die von ihnen eingesetzten bovinen Endothelzellen aus der Aorta die 
Liposomen zunächst aufnahmen und dann wieder abgaben. Sie machten dies daran fest, 
dass sich nach längeren Inkubationszeiten wieder vermehrt Liposomen an der Oberfläche 
der Zellen befanden.  Ein ähnlicher Mechanismus könnte auch hier für die Reduzierung der 
intrazellulären Vesikel in den fluoreszenzmikroskopischen Versuchen verantwortlich sein.  
Auch in den transmissionselektronenmikroskopischen Studien, wiesen ca. 20-40% der 
bovinen Zellen keine Goldpartikel auf. Es handelt sich zwar bei den ultrastrukturellen 
Präparaten immer nur um einen Schnitt durch die Zelle, so dass an anderen Bereichen und 
Ebenen der Zelle Goldpartikel gebunden sein könnten, jedoch waren bei den murinen 
Endothelzellen an jeder Zelle Goldpartikel vorhanden. Die bovinen Endothelzellen nehmen 
folglich deutlich weniger Liposomen auf. Dies wurde in den Versuchen zur Quantifizierung 
der Aufnahme der Liposomen bestätigt. 
Einzig bei den bovinen Endothelzellen konnten auf ultrastruktureller Ebene Liposomen an 
Caveolae der Zellmembran gefunden werden. Bei der Caveolae-vermittelten Endozytose 
verschmelzen die Endosomen nicht mit Lysosomen. Es werden hier vier Wege der Vesikel 
beschrieben. Die Vesikel können ihren Inhalt ins Zytosol freisetzen, sie können mit dem 
Endoplasmatischen Retikulum fusionieren oder als Sequester innerhalb der Zelle liegen 
bleiben. Weiterhin können sie ihren Inhalt durch die Zelle hindurch zur gegenüberliegenden 
Seite der Zelle transportieren und dort durch Fusion mit der Zellmembran in den 
Extrazellularraum freisetzen (Minshall et al., 2002; Mineo und Anderson, 2001). Es ist 
denkbar, dass die Liposomen von den bovinen Zellen über Caveolae-vermittelte Endozytose 
aufgenommen werden und dicht unterhalb der Zelle im weitreichenden Netzwerk der 
vesiculo-vacuolären Organellen, die aus fusionierenden und über Kanäle verbundenen 
Caveolae entstehen (Stan, 2002; Mineo und Anderson, 2001), liegen bleiben. Aus diesem 
können sie dann wieder in den Extrazellularraum freigesetzt werden.  
 

6.4.5 Besonderheiten der murinen Endothelzellen 
Die murinen Endothelzellen nahmen mit Abstand am meisten Liposomen auf. Zur 
Fotodokumentation der gebundenen Liposomen reichte hier ein Bruchteil der Belichtungszeit 
aus, der zur Dokumentation der gebundenen Liposomen an den humanen und bovinen 
Zellen nötig war. Da sich die Fluoreszenz mit zunehmender Inkubationsdauer nicht 
intensivierte, scheint hier relativ schnell ein gesättigter Effekt eingetreten zu sein; die 
murinen Endothelzellen nehmen folglich auch am schnellsten Liposomen auf. Dies ist 
bedeutsam, da es sich bei den murinen Endothelzellen um spontan Tumor-transformierte 
Zellen handelt, die in diesen Versuchen als Modell für die Endothelzellen in den Kapillaren 
eines beliebigen Tumorgefäßbettes stehen sollten. Tumorzellen weisen eine hohe 
Stoffwechselrate auf; da sie sich ungehemmt und schnell vermehren und wachsen benötigen 
sie besonders viele Rohstoffe. Da die Liposomen als Trägerstoffe für Chemotherapeutika 
intravenös verabreicht werden, werden stoffwechselaktive Endothelzellen wie die hier 
eingesetzten Tumor-transformierten murinen Endothelzellen einen Großteil der applizierten 
Liposomen aufnehmen und aus dem Blutfluss entfernen. Somit würden die unerwünschten 
Nebenwirkungen der Chemotherapeutika reduziert werden, da weniger andere Zellen des 
Körpers erreicht werden. Es gilt jedoch sicherzustellen, dass die vermehrte Aufnahme 
kationischer Liposomen durch murine Endothelzellen nicht Spezies-spezifisch ist. Dies 
könnte durch Untersuchungen mit murinen Endothelzellen anderen Ursprunges, die nicht 
Tumor-transformiert sind, erfolgen. 
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6.5 Untersuchungen zur Induktion der Apoptose durch kationische 
Liposomen 

Die Untersuchungen auf Zytotoxizität der eingesetzten Liposomen erfolgten, da sich 
insbesondere in den Versuchen mit den murinen Endothelzellen die Zellen teilweise vom 
Kulturschalenboden ablösten. Dies ist als Zeichen für eine Zellschädigung durch die 
eingesetzten Liposomen zu beurteilen, da in den Kontrolle zu den Versuchen ein solches 
deutliches Ablösen der Zellen nicht erfolgte, folglich auch nicht allein durch die Handhabung 
der Zellen innerhalb der einzelnen Versuchsansätze verursacht wurde. 
Für die Versuche zur Zytotoxizität der Liposomen wurde als ein Beispiel für den Zelltod die 
Apoptose untersucht. Hierfür wurde der ApoAnnexin-V-Test verwendet, der eine 
Unterscheidung zwischen früher Apoptose und Zellnekrose ermöglicht. Da die Handhabung 
der Zellen für die Liposomen mit den verschiedenen Spülvorgängen und der Inkubation in 
serumfreiem Medium bereits eine starke Belastung für die Zellen darstellte, wurden für alle 
Zellkulturen Kontrollen mitgeführt, die den gleichen Spülvorgängen unterzogen wurden, ohne 
jedoch mit Liposomen inkubiert zu werden. Dies war insbesondere bedeutsam, da der 
Entzug von Serum bei in vitro kultivierten Endothelzellen Apoptose induzieren kann (Bombeli 
et al., 1999; Gerber et al., 1998). Diese muss von einer durch die Liposomen induzierten 
Apoptose oder Nekrose abgegrenzt werden können. 
Beim ApoAnnexin-V-Test bindet das mit einem Marker versehene Annexin an 
Phosphatidylserin in der äußeren Lipidschicht der Zellmembran, welches nur bei 
apoptotischen Zellen und dort bereits sehr früh nach Induktion der Apoptose an der 
Zelloberfläche zu finden ist (Bose et al., 2004). Zusätzlich ist dem Reagenz Propidiumiodid 
zugesetzt, das nach Schädigung der Zellmembran in die Zelle eindringt und den Zellkern rot 
färbt. Somit können auch nekrotische Zellen identifiziert werden, da im Gegensatz zum 
Zelluntergang durch Nekrose die Integrität der Zellmembranen im Prozess der Apoptose 
über einen langen Zeitraum hinweg noch erhalten bleibt (Häcker, 2000). 

In allen Versuchen wurden Phosphatidylserin-positive Zellen sowohl in den Kontrollen 
als auch in den mit Liposomen inkubierten Versuchsansätzen nachgewiesen. Diese Zellen 
befinden sich in einem frühen Stadium der Apoptose. Nur bei den murinen Zellen waren 
auch nekrotische Zellen, die einen intensiv rot fluoreszierenden Zellkern aufweisen, 
vorhanden. Obwohl in den einzelnen Versuchen teilweise deutlich unterschiedlich hohe 
Apoptoseraten auftraten, war nur bei den murinen Endothelzellen die Apoptoserate in allen 
Versuchen mit Liposomeninkubation höher als in den zugehörigen Kontrollen. Bei den 
bovinen und humanen Zellen waren zwar zwischen den einzelnen Versuchsreihen 
unterschiedlich hohe Apoptoseraten zu beobachten, jedoch war keine Erhöhung der 
Apoptoserate zwischen Liposomen-inkubierten Zellen und den Zellen der Kontrollversuche 
vorhanden. Ob diese Apoptose durch die Inkubation mit serumfreiem Medium oder durch 
andere Prozesse in der Handhabung der Zellen induziert wurde, lässt sich mit den 
durchgeführten Versuchen nicht klären. Es ist aber davon auszugehen, dass Unterschiede in 
der Handhabung der Zellen während der Versuchsansätze für das veränderte Auftreten von 
Apoptose in den einzelnen Versuchsreihen verantwortlich sind, da in allen Versuchen 
serumfreies Medium verwendet wurde und die Apoptoseraten dennoch unterschiedlich hoch 
waren. Zwar wurden die Zellen analog einem gleich bleibenden Protokoll behandelt, jedoch 
lassen sich minimale Abweichungen während der Handhabung der empfindlichen 
Zellkulturen nicht völlig eliminieren.  
In diesen Versuchen wurde die Zytotoxizität der eingesetzten kationischen Liposomen auf 
Endothelzellen in vitro belegt. Diese Zytotoxizität  war einzig bei den murinen Zellen zu 
beobachten, nach Inkubation mit kationischen Liposomen kam es zu  einer Steigerung der 
Apoptoserate und zum Auftreten von Nekrosen der Zellen. Bereits Brill (2002) wies in seiner 
Dissertation nach, dass die von ihm eingesetzten kationischen Liposomen in hohen 
Konzentrationen das Zellwachstum hemmen und zytotoxisch wirken. In seinen Studien 
wiesen die kationischen Liposomen bei in vitro Inkubation mit Makrophagen eine erhöhte 
Zytotoxizität auf. Auch Schmitt-Sody et al. (2003) beobachteten in ihren Studien einen 
antitumoralen Effekt unbeladener kationischer Liposomen, jedoch untersuchten sie die 
Ursache dieses Effekts nicht näher. 
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Drummond et al. (1999) gehen in ihrer Publikation davon aus, dass die in den Liposomen 
enthaltenen Lipide nur in hohen Konzentrationen toxisch wirken. Auch Manosroi et al. (2008) 
konnten in ihren Studien belegen, dass die Zytotoxizität unterschiedlicher Liposomen mit 
steigender Konzentration an Liposomen im Nährmedium ebenfalls zunimmt, wobei jedoch 
die Unterschiede im zytotoxischen Potential der verschiedenen kationischen, neutralen und 
anionischen Liposomen deutlich waren. Dabbas et al. (2008) wiesen in ihren Studien zur 
Zytotoxizität verschiedener kationischer Liposomen nach, dass die Bindung verschiedener 
kationischer Liposomen an die von ihnen verwendeten Zellen deutlich von den bei der 
Herstellung verwendeten kationischen Lipide und deren Gehalt in den Liposomen bestimmt 
wird. Insbesondere das Zeta-Potential, also das elektrische Potential des Feldes um die 
geladenen kationischen Liposomen, beeinflusst die Bindung der Liposomen an die Zellen. 
So führen ein höherer Gehalt kationischer Ladungen und ein hohes Zeta-Potential zu einer 
vermehrten Zellassoziation von Liposomen.  
Von den in dieser Studie verwendeten Zellen nehmen die murinen Zellen mit Abstand am 
meisten Liposomen auf. Da die Zellen als Tumor-transformierte Zellen ein ungehemmtes 
Wachstum und somit einen erhöhten Stoffwechsel aufweisen, ist es wahrscheinlich, dass 
sich nur bei den murinen Endothelzellen Apoptose und Nekrose der Zellen durch Inkubation 
mit kationischen Liposomen steigerte, da nur hier eine toxische Menge an Liposomen 
aufgenommen wurde. Um dies zu belegen, müssten Studien folgen, bei denen die murinen 
Endothelzellen mit unterschiedlichen, absteigenden Mengen an Liposomen inkubiert werden. 
Interessant wäre es festzustellen, ab welcher Menge aufgenommener Liposomen keine 
Zytotoxizität bei den murinen Endothelzellen mehr auftritt. Da die verwendeten Liposomen 
stets die gleiche Zusammensetzung und somit einen konstanten Gehalt an kationischen 
Lipiden und ein konstantes Zeta-Potential aufweisen, muss die Ursache für die 
unterschiedliche Zellassoziation bei den eingesetzten Zellkulturen liegen. Somit weisen die 
eingesetzten Liposomen auf verschiedene Zellen ein unterschiedlich hohes zytotoxisches 
Potential auf. Bei einer systemischen Anwendung dieser kationischen Liposomen als Drug-
Carrier ist dies ein potentieller Risikofaktor, der für eventuell auftretende Nebenwirkungen 
verantwortlich sein kann, sollten die kationischen Liposomen auch an „gesunde“ Zellen des 
Organismus in ebenso hohem Maße binden.   
Takano et al. (2003) zeigten in Ihren Studien, das die Induktion der Apoptose durch 
Liposomen von vielen Faktoren abhängig ist, wie beispielsweise der Ladung der Liposomen, 
der Konzentration der Liposomen im Inkubationsmedium und der Inkubationsdauer. Diese 
Faktoren waren in den hier durchgeführten Studien jedoch konstant gehalten. Folglich 
konnten diese Faktoren in den durchgeführten Studien keinen Einfluss nehmen, jedoch 
können die Unterschiede in der Induktion der Apoptose durch die Menge aufgenommener 
Lipide verursacht werden. Zudem handelt es sich auch um Endothelzellen unterschiedlicher 
Spezies, es wäre auch möglich, dass in diesem Fall die Endothelzellen von Mäusen 
empfindlicher auf die Inkubation mit Liposomen reagieren. Aramaki et al. (1999, 2000) 
zeigten, dass nicht jeder Zelltyp gleichermaßen sensibel auf die Liposomeninkubation 
reagiert. In ihren Studien deckten sie auf, dass insbesondere Makrophagen empfindlich mit 
einer Apoptoseinduktion auf die Inkubation mit Liposomen reagierten.  
Dabbas et al. (2008) wiesen in ihren Studien bereits nach, dass humane Endothelzellen 
verschiedenen Ursprungs unterschiedlich sensibel auf das zytotoxische Potential von 
Liposomen reagieren, jedoch verwendeten sie keine Endothelzellen tumorösen Ursprungs. 
Somit ist noch ungeklärt, ob tumorös entartete Endothelzellen oder Endothelzellen aus dem 
Gefäßsystem eines Tumors noch deutlichere Unterschiede in der Aufnahme und der 
zytotoxischen Sensibilität im Vergleich zu Endothelzellen aus gesunden Organen aufweisen. 
Um dies näher zu untersuchen, sind weitere Untersuchungen mit dem Einsatz 
unterschiedlicher Liposomenkonzentrationen zum Inkubationsmedium und mit murinen 
Endothelzellen anderen Ursprungs erforderlich.  
Werden kationische Liposomen als Vektoren für Chemotherapeutika eingesetzt, so könnte 
die Zytotoxizität der kationischen Liposomen die anti-vaskuläre Therapie durch das Drug 
Targeting der Chemotherapeutika zusätzlich effektivieren. Diese These formulierten auch 
Wu et al. (2007) in ihrer Arbeit zur Effektivität verschiedener Doxorubcin-beladener 
Liposomen. Schmitt-Sody et al. (2003) halten in ihren Studien zu LipoPac, einem Paclitaxel-
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enthaltenden liposomalen Produkt, einen additiven Effekt von anti-tumoraler Wirkung der 
kationischen Liposomen und dem Chemotherapeutikum Paclitaxel für eine mögliche Ursache 
der erhöhten antitumoralen Wirksamkeit von LipoPac. 
Weiterhin ist die genauere Kenntnis über Zytotoxizität kationischer Liposomen relevant für 
den therapeutischen Einsatz im Bezug auf unerwünschte Arzneimittelwirkungen. Sollten sich 
Zellen bestimmter Gewebe als empfänglicher für eine durch kationische Liposomen 
induzierte Zytotoxizität erweisen, so könnte durch den Vektor „Liposom“ auch bei geringer 
Anreicherung in diesem Gewebe ein negativer Effekt auftreten, der nicht durch das im Vektor 
verursachte Chemotherapeutikum verursacht wird.  
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7. Zusammenfassung 
Untersuchungen zur Interaktion kationischer Liposomen mit mikrovaskulären 
Endothelzellen in vitro unter besonderer Berücksichtigung der endothelialen 
Glykokalix und der liposomalen Zytotoxizität 
 
Liposomen waren in den letzten Jahren Fokus intensiven Forschungen und haben sich 
insbesondere als Vektoren im Rahmen des Drug Targeting etabliert. Für kationische 
Liposomen konnte eine Anreicherung in den Endothelzellen des Tumorgefäßbettes 
nachgewiesen werden, so dass sie im Rahmen eines neovaskulären Targetings zur anti-
angiogenen Tumortherapie intensiven Forschungen unterzogen wurden und werden. 
Ziel dieser Arbeit war es, die Aufnahme kationischer Liposomen durch proliferierende 
mikrovaskuläre Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs in vitro zu untersuchen, um 
Gemeinsamkeit und Unterschiede in der Prozessierung kationischer Liposomen zwischen 
Endothelzellen aus gesunden Organen und aus Tumoren aufzudecken. Die Glykokalix als  
Vermittler vieler zellulärer Aufnahmemechanismen sollte für die eingesetzten 
Endothelzellkulturen charakterisiert werden, um Hinweise zu erhalten, ob sie Einfluss auf die 
Aufnahme kationischer Liposomen haben könnte. Darüber hinaus deutete sich in den 
durchgeführten Versuchen zur qualitativen und quantitativen Untersuchung der Aufnahme 
an, dass die Liposomen ein zytotoxisches Potential besitzen. Aus diesem Grunde wurden 
Untersuchungen zur Induktion der Apoptose durch Inkubation kationischer Liposomen mit 
proliferierenden Endothelzellen durchgeführt, um dieses Phänomen näher zu 
charakterisieren. 
Zum Einsatz kamen Endothelzellen, die aus gesunden Organen isoliert worden waren 
(Endothelzellen aus dem bovinen Corpus luteum in Regression; BCl Rcobble), 
Endothelzellen aus der Haut eines Menschen; HMVEC) ebenso wie eine Endothelzellkultur, 
die spontan transformiert war (MHEC5, isoliert aus dem Herzmuskel einer Maus). Es wurden 
phasenkontrast-, fluoreszenz- und elektronenmikroskopische Untersuchungen zur 
Liposomeninkubation ebenso wie Apoptosetests nach Liposomeninkubation und spezielle 
Färbungen der Glykokalix für elektronenmikroskopische Untersuchungen durchgeführt.  
In diesen Studien wurde erstmals die Glykokalix der hier eingesetzten Endothelzellkulturen in 
vitro charakterisiert. An allen Zellen ließ sich die Glykokalix mit einer durchschnittlichen Höhe 
von 10-30 nm deutlich darstellen, jedoch unterschieden sich die Endothelzellen hinsichtlich 
der Ausprägung der Glykokalix. Die humanen Endothelzellen wiesen eine gleichmäßig hohe 
Glykokalix auf. Im Vergleich dazu war die Glykokalix muriner und boviner Endothelzellen an 
einigen Stellen von Konglomeraten überragt und somit unregelmäßig hoch und aufgeraut, in 
der Grundhöhe jedoch vergleichbar der Glykokalix humaner Endothelzellen. Diese 
aufgeraute Glykokalix trat insbesondere auf der luminalen Seite der Zellen an Zellausläufern 
auf. Am auffälligsten war, dass bei den bovinen Endothelzellen die Glykokalix stellenweise 
unterbrochen war, während sie bei den murinen und humanen Endothelzellen die Zellen 
vollständig umgab. 
Zur Untersuchung der Aufnahmemechanismen der Liposomen durch die Endothelzellen 
wurden markierte Liposomen für fluoreszenz- und elektronenmikroskopische Studien 
eingesetzt. In allen Studien wurden die Liposomen durch die eingesetzten Endothelzellen 
gebunden und internalisiert, jedoch waren Unterschiede zwischen den Kulturen auffällig. 
Quantitativ nahmen die murinen Endothelzellen, die spontan transformiert waren, am 
meisten kationische Liposomen auf, sie banden bis zu 10 Mal so viele Liposomen wie die 
humanen und die bovinen Endothelzellen. Zudem internalisierten sie 30-100 Mal so viele 
Liposomen wie die humanen und bovinen Endothelzellen, die aus gesunden Organen isoliert 
worden waren. Somit wurden durch die Endothelzellen eines Tumorgefäßbettes mehr 
Liposomen gebunden und internalisiert als durch Endothelzellen gesunden Ursprungs. Mit 
größerer Inkubationsdauer nahm die Internalisierung kationischer Liposomen in allen drei 
Endothelzellkulturen stetig zu. Dahingegen war die Bindung der kationischen Liposomen in 
den eingesetzten Kulturen im zeitlichen Verlauf unterschiedlich, die humanen Endothelzellen 
banden stetig mehr Liposomen, bei den bovinen Endothelzellen schwankte die Bindung und 
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bei den murinen Endothelzellen wurde schnell ein Bindungsplateau erreicht, es gab im 
zeitlichen Verlauf keine vermehrte Bindung kationischer Liposomen. 

Internalisierte Liposomen in intrazellulären Vesikeln der Zellen waren sowohl 
elektronen- als auch fluoreszenzmikroskopisch aufzufinden, sie waren mittels Endozytose 
aufgenommen worden. Die bovinen Endothelzellen wiesen Liposomen an Caveolae auf, 
somit könnte hier eine Caveolae-vermittelte Endozytose für die Aufnahme verantwortlich 
sein. Bei den murinen Endothelzellen schien eine nicht-selektive Endozytose für die 
Internalisierung verantwortlich zu sein, es gab keine Anzeichen von Liposomen an Caveolae 
oder Clathrin-coated pits. Es sind also in den verschiedenen Endothelzellkulturen 
unterschiedliche Mechanismen der Endozytose für die Internalisierung verantwortlich. Somit 
konnte mit den hier verwendeten Endothelzellkulturen demonstriert werden, dass 
Endothelzellen unterschiedlichen Ursprungs auch Unterschiede in ihrer Interaktion mit den 
eingesetzten kationischen Liposomen aufweisen.  
Zudem fanden sich elektronenmikroskopisch Hinweise auf eine Fusion kationischer 
Liposomen mit der äußeren Zellmembran. Die Liposomen erreichten keine anderen 
Zellorganellen. 
Die Untersuchungen zur Apoptoseinduktion durch Inkubation mit kationischen Liposomen 
ergaben, dass einzig bei den murinen Endothelzellen eine gesteigerte Apoptoserate und das 
Auftreten von Nekrosen nach Liposomeninkubation beobachtet werden konnte. Dies legte 
die Vermutung nahe, dass einzig durch die murinen Endothelzellen ausreichend Liposomen 
aufgenommen wurden, um eine Zellschädigung zu verursachen. Für den Einsatz 
kationischer Liposomen im Rahmen des Drug Targeting in vivo bedeutet dies, dass die 
kationischen Liposomen die zytotoxische Wirkung eines transportierten 
Chemotherapetikums durch ihre eigene Zytotoxizität unterstützen können. Sollten 
Endothelzellen außerhalb des Gefäßbettes des Tumors vermehrt kationische Liposomen 
aufnehmen, so könnten auch gesunde Gewebe geschädigt werden. 
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8. Summary 
Studies on the interaction of cationic liposomes with microvascular endothelial 
cells in vitro in consideration of the endothelial glycocalyx and liposomal 
cytoxicity 
 
Liposomes have been the target of a large number of studies in the last decade. They have 
been established as vectors for Drug Targeting. Cationic liposomes have been shown to 
selectively target endothelial cells in tumour vessels, thus they have been intensively studied 
for neovascular targeting in anti-angiogenic tumour therapy. 
The aim of this study was to evaluate the uptake of cationic liposomes by proliferating 
microvascular endothelial cells of different origin in vitro. Common features and differences 
of liposomal binding and uptake by tumour-transformed endothelial cells and endothelial cells 
derived from healthy organs should be examined. The endothelial glycocalyx was 
characterized for the used endothelial cell cultures. The glycocalyx is a mediator of multiple 
cellular mechanisms of uptake and thus might be a possible factor influencing liposomal 
uptake by endothelial cells. 
Furthermore, during incubation studies for qualitative and quantitative liposomal uptake 
evidence for cytotoxicity was observed, hence the incidence of increased apoptosis as an 
example of cell death was examined. 
Endothelial cells derived from healthy organs and tumour-derived endothelial cells (bovine 
endothelial cells from the corpus luteum in regression (BCl Rcobble), human dermal 
microvascular endothelial cells (HMVEC) and spontaneously tumour-transformed murine 
heart endothelial cells (MHEC5) were incubated with cationic liposomes and examined by 
phase contrast, fluorescence, and electron microscopy. Furthermore, fluorescence 
measurements for quantification of liposomal binding and uptake were performed. After cell 
incubation with liposomes, Apo-Annexin V-tests for detection of apoptosis were carried out. 
Special staining techniques were used to visualize endothelial cell glycocalyx with electron 
microscopy. 
The endothelial glycocalyx could be visualized in all endothelial cell cultures. Glycocalyx 
mean height was about 10-30 nm for all cell cultures but characteristic differences in shape 
could be detected for the different cell cultures. HMVEC glycocalyx was uniform and smooth. 
BCl Rcobble glycocalyx was interrupted for some cells, whereas MHEC5 and HMVEC 
glycocalyx was continuous. MHEC5 and BCl Rcobble glycocalyx was uniform and smooth in 
some parts. In other parts it appeared rough with conglomerates towering above the basic 
glycocalyx. These parts of rough glycocalyx were often observed at the luminal cell side at 
cell protrusions. 
To evaluate the mechanisms of liposomal uptake by endothelial cells, labelled liposomes 
were used for fluorescence and electron microscopic studies. In all experiments binding and 
uptake of liposomes by proliferating microvascular endothelial cells was observed. 
Differences in binding and uptake mechanisms for the evaluated endothelial cell cultures 
could be observed.  
As shown by quantitative fluorescence studies, binding and uptake by murine endothelial 
cells (spontaneously tumour-transformed) was higher than binding and uptake by HMVEC 
and BCl Rcobble (both derived from healthy tissue). Binding was approximately 10 times 
higher for MHEC5 compared to BCl Rcobble and HMVEC, uptake by MHEC5 far exceeded 
uptake by HMVEC and BCl Rcobble, being approximately 30-100 times higher. 
The amount of internalized liposomes was time-dependent, increasing with prolonged 
incubation times for all three cell cultures. The amount of binding was time-dependent for 
HMVEC, also increasing with prolonged incubation, but uniform for MHEC5. For BCl 
Rcobble, the amount of bound liposomes fluctuated with prolonged incubation.  
Internalized liposomes in intracellular vesicles were visible in both electron and fluorescence 
microscopic studies. Uptake of those liposomes was due to endocytosis. Endocytosis 
mechanisms are different for the investigated cell cultures. In BCl Rcobble cultures, 
liposomes were visible in caveolae, hence caveolae-mediated endocytosis seems to be a 
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mechanism of liposomal uptake by BCl Rcobble. For MHEC5 there were no indications that 
caveolae or clathrin-coated pits were involved in endocytosis, therefore unspecific 
endocytosis must be held responsible for liposomal uptake by MHEC5.  
Another detected way of liposomal uptake was fusion with the outer cell membrane, 
evidence for fusion was found in electron microscopy studies. No association of cationic 
liposomes with other cell organelles was observed. 
Apoptosis studies showed increased rate of apoptosis and occurrence of necrosis after 
incubation with cationic liposomes only for MHEC5. Since uptake of liposomes by MHEC5 
was much higher than uptake by BCl Rcobble and HMVEC it is likely that only MHEC5 cells 
internalized an adequate amount of liposomes to induce cell death. For the application of 
cationic liposomes for drug targeting in vivo this implicates that the cytotoxic potential of 
cationic liposomes might enhance the cytotoxic effect of a transported chemotherapeutic 
agent. Also, if uptake occurs by non-tumour endothelial cells, damage to healthy tissue might 
occur. 
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