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Zusammenfassung 

Gegenwärtig wird die Kontrastmittelmarkierung von Zellen mit superparamagnetischem 

Eisenoxid (SPIO) als Kontrastmittel für die molekulare MRT-Bildgebung erforscht. In der 

vorliegenden Arbeit wird die ADP-Ribosyltransferase ART2.2, ein Ektoenzym auf reifen T-

Zellen der Maus, exemplarisch als Zielantigen benutzt, um es mit SPIO-gekoppelten Anti-

körpern in vitro und in vivo auf T-Lymphozyten und Lymphomzellen im MRT darzustellen. 

Die ART2.2 katalysiert eine posttranslationale Proteinmodifikation durch Übertragung der 

ADP-Ribosegruppe von NAD auf bestimmte Zelloberflächenproteine und beeinflusst dadurch 

deren Funktionen. Da diese Proteine die Zellproliferation, Zelladhäsion, Zytokinsekretion und 

Apoptose beeinflussen, spielt die ART2.2 eine wichtige regulatorische Rolle bei inflamma-

torischen und neoplastischen Krankheitsvorgängen. 

In-vitro-MRT-Untersuchungen von auf Gelphantomen platzierten Zellen, die mit ART2.2-

spezifischen Antikörper-SPIO-Konjugaten markiert wurden, zeigten einen Kontrast, der pro-

portional zur Expressionsstärke der ART2.2 auf den Zellen ist. Darüber hinaus konnte mit 

einem etheno-Adenosin-spezifischen Antikörper-SPIO-Konjugat, welches an etheno-Adeno-

sin-ribosylierte Proteine bindet, die Aktivität der ART2.2 auf der Zelloberfläche mittels MRT 

nachgewiesen werden. Die Expression und Aktivität der ART2.2 auf der Zelloberfläche konn-

te mittels MR-Relaxometrie quantifiziert werden. Hierbei zeigte sich eine hohe Korrelation 

mit den Ergebnissen der Durchflusszytometrie und Atomabsorptionsspektrometrie. 

In-vivo-Analysen subkutan injizierter und unterschiedlich stark SPIO-markierter Lymphom-

zellen zeigten, dass diese Zellen qualitativ und quantitativ durch MRT-Untersuchungen am 

Mausmodell detektiert werden können. Dabei ließen sich freie von zellgebundenen SPIO 

unterscheiden. Abschließend wurden sowohl die ART2.2-spezifischen Primärantikörper wie 

auch die SPIO-konjugierten Sekundärantikörper intravenös in Mäuse injiziert. Hierbei wurde 

neben einem konventionellen Antikörper auch ein ART2.2-spezifischer Einzeldomänen-

antikörper untersucht. Beide konnten in verschiedenen lymphatischen Geweben von Mäusen 

detektiert werden. Der Nachweis injizierter Antikörper-SPIO-Konjugate in den Zielorganen 

gelang aufgrund der Größe der SPIO-Partikel nur mit Einschränkungen. 

Die Ergebnisse dieser Arbeit demonstrieren die Möglichkeit, in einem klinischen MR-

Tomographen nicht-invasiv SPIO-markierte Zellen zu detektieren und zu charakterisieren. 

Die hier gezeigten Techniken sind prinzipiell auf andere Antigene übertragbar und somit 
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zukünftig möglicherweise für die Diagnostik und Verlaufsbeobachtung von pathologischen 

Prozessen einsetzbar. 
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Abstract 

Labelling of cells with superparamagnetic iron oxide (SPIO) particles is a useful tool in 

magnetic resonance molecular imaging (MRI) to detect and monitor pathological processes. 

In the present study, ADP-ribosyltransferase ART2.2, an ectoenzyme expressed on murine T 

cells, is used as a model antigen to be labelled with SPIO-conjugated antibodies for in vitro 

and in vivo detection of lymphoma cells by MRI. ART2.2 catalyzes a posttranslational protein 

modification by transferring the ADP-ribose moiety of NAD to adjacent cell surface proteins 

thus affecting their functions which, among others, comprise cell proliferation, cell adhesion, 

cytokine release and apoptosis. 

In vitro, an MRI contrast proportional to the expression level and activity of ART2.2 could be 

generated in cell layers placed on gel phantoms using ART2.2-specific and etheno-adenosine-

specific SPIO-conjugated antibodies, respectively. Comparative analyses of quantitative MR 

relaxometry, flow cytometry and atomic absorption spectrometry revealed a high correlation 

of the respective results. 

In vivo analyses of subcutaneously injected lymphoma cells labelled with different amounts of 

antibody-SPIO conjugates showed that these cells can be detected qualitatively and quantita-

tively by MRI. In this context, it was also possible to differentiate between free and cell-

bound SPIO. 

Intravenous injection of the ART2.2-specific antibody and an ART2.2-specific single domain 

antibody allowed labelling of ART2.2 on T cells in different lymphatic tissues, which could 

be quantified by ex vivo flow cytometry. However, labelling of T cells in lymphatic tissues 

with systemically injected antibody-SPIO conjugates was hampered by the size of the SPIO 

particles. 

The results of the present study demonstrate the feasibility to label cells with antibody-SPIO 

conjugates and to detect them by MRI in vitro and in vivo. This molecular imaging method to 

visualise a cell surface enzyme and its activity may potentially be transferred to other antigens 

and may be of use in the future in the diagnosis and monitoring of pathologic processes. 
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Abkürzungsverzeichnis 

 

α   anti- (zur Kennzeichnung der Antikörperspezifität)    

AAS   Atomabsorptionsspektrometrie 

APC   Allophycocyanin 

APZ   Antigen-präsentierende Zelle 

ART2.2  ADP-Ribosyltransferase 2.2 

aq. dest.  aqua destillata, destilliertes Wasser 

CD   cluster of differentiation 

etheno-NAD  etheno-Nikotinamidadenindinukleotid 

FACS   fluorescence-activated cell sorting; Durchflusszytometrie 

FCS   fetal calf serum; fötales Kälberserum 

fg   Femtogramm 

FITC   Fluorescein-5-isothiocyanat 

HyÜ   Hybridomüberstand 

Ig   Immunglobulin 

mAb   monoclonal antibody; monoklonaler Antikörper 

MFI   mittlere Fluoreszenzintensität 

MR(I)   magnetic resonance (imaging); Magnetresonanz- (tomographie) 

MRT   Magnetresonanztomographie 

NAD   Nikotinamidadenindinukleotid 

PBS   phosphate buffered saline 

PCR   polymerase chain reaction; Polymerasekettenreaktion 

PE   Phycoerythrin 

PFA   Paraformaldehyd 

PI   Propidiumiodid 

RES   retikuloendotheliales System 

ROI   region(s) of interest; interessierende Region(en) in der Relaxometrie 

rpm   rounds per minute; Umdrehungen pro Minute 

RPMI   Roswell Park Memorial Institute – Zellkulturmedium 
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SPIO superparamagnetic iron oxide; superparamagnetisches Eisenoxid, hier 

auch synonym für derartige Partikel verwendet 

TEM   Transmissionselektronenmikroskopie 

TEMED  Tetramethylethylendiamin 

USPIO   ultrasmall SPIO 

VHH variable domains of the heavy chains of heavy-chain-only antibodies; 

variable Domäne der schweren Ketten von (kameliden) Schwere-

Ketten-Antikörpern 

WHO   World Health Organization; Weltgesundheitsorganisation 
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1 Einleitung 

 

1.1 Das Immunsystem 
 

Das Immunsystem höherer Lebewesen ist ein aus mehreren interagierenden Komponenten 

bestehendes System, das es einem Organismus ermöglicht, sich mit eingedrungenen Fremd-

strukturen und Krankheitserregern wie auch mit pathologischen körpereigenen Strukturen (z. 

B. Tumorzellen) auseinander zu setzen und diese letztlich zu eliminieren. Die Elemente des 

Immunsystems sind in allen Teilen des Körpers anzutreffen, wobei sie sich in den primären 

und sekundären lymphatischen Organen konzentrieren. Man geht davon aus, dass sich die 

Zahl der immunologisch relevanten Zellen beim Menschen auf 10
12

 beläuft (Löffler 2003). 

Ein entscheidendes Merkmal einer funktionstüchtigen Abwehr ist zudem die Fähigkeit, 

gesunde körpereigene Strukturen von der Immunreaktion auszuschließen. Dies muss im Laufe 

der Entwicklung des Individuums erlernt werden; geschieht dies nicht, so resultieren Auto-

immunkrankheiten. 

 

1.1.1 Die unspezifische und spezifische Immunantwort 
 

Grundlegend kann eine Unterscheidung getroffen werden zwischen der unspezifischen, 

angeborenen und nicht adaptiven Immunantwort einerseits und der spezifischen, erworbenen 

und adaptiven Immunantwort andererseits. Beide Ebenen sind für eine effektive Abwehr 

unerlässlich: Ihre Prozesse greifen ineinander und laufen koordiniert ab, so dass sie sich 

wirkungsvoll ergänzen. 

 

1.1.1.1 Die unspezifische Immunantwort 
 

Die unspezifische Immunantwort ist der zuerst einsetzende Abwehrmechanismus, wenn es 

pathogenen Mikroorganismen gelungen ist, in den Körper einzudringen. Voraussetzung dafür 

ist, dass diese zuvor die natürliche mechanische Schutzbarriere, die Haut bzw. die Schleim-

haut, passieren konnten. In diesem Fall kommen bei Erstkontakt mit der betreffenden patho-

genen Struktur sowohl zelluläre als auch humorale Faktoren zum Tragen. Zelluläre Elemente 

der unspezifischen Immunantwort sind Monozyten bzw. Makrophagen, Granulozyten und – 

besonders bei Virusantigenen – natürliche Killerzellen. Letztere sind Lymphozyten, welche 

weder der B- noch der T-Reihe zuzuordnen sind und durch Interferone gesteuert werden. Die 
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als fremd erkannten Strukturen (Antigene) auf der Oberfläche von Bakterien werden durch 

spezielle Rezeptoren dieser Zellen detektiert, welche unter dem Begriff Mustererkennungs-

rezeptoren (pattern recognition receptors = PRRs) zusammengefasst werden. Dazu gehören 

u. a. das Mannose-bindende Lektin MBL, das bakterielle Zuckerreste erkennt, oder auch die 

Scavenger-Rezeptoren, die an mikrobielle anionische Polymere und acetylierte Lipoproteine 

binden (Medzhitov and Janeway 2000, Murphy et al. 2008). Nach erfolgter Bindung können 

die Erreger durch Phagozytose isoliert und danach durch Abgabe chemischer Substanzen wie 

Sauerstoff- und Stickstoffradikale, Eikosanoide oder Enzyme (Proteasen, Lipasen, Peroxi-

dasen, Lysozym) zerstört werden. Die Kommunikation aller genannten Zellen untereinander 

wird durch bestimmte Signalstoffe (Zytokine) ermöglicht. 

Humorale Elemente der unspezifischen Immunität sind allen voran das Komplementsystem, 

aber auch Vertreter aus der Gruppe der Collectine und Pentraxine (Benninghoff 2004). Zu 

diesen zählen Akute-Phase-Proteine wie beispielsweise das C-reaktive Protein und das 

Serumamyloid P. Das Komplementsystem besteht aus mehr als 20 im Blut zirkulierenden 

inaktiven Vorläuferproteinen (Zymogenen), welche kaskadenartig durch den Vorgang der 

Proteolyse aktiviert werden. Dabei gibt es drei Aktivierungswege – den klassischen, den 

alternativen und den Lektin-Weg –, die alle zur Bildung eines Enzyms, der so genannten C3-

Konvertase, führen (Delves and Roitt 2000, Carroll 2004). Durch diese entstehen wiederum 

sowohl aktive Faktoren zur Opsonisierung von Bakterienstrukturen als auch solche, welche 

die Entstehung einer C5-Konvertase bewirken. Letztere setzt über mehrere Schritte einen auf 

der Zellmembran von Fremdstrukturen lokalisierten lytischen Komplex in Gang. Dieser so 

genannte Membranangriffskomplex führt durch Porenbildung zum Abtöten der Zielzellen 

(Murphy et al. 2008). Die bereits erwähnten und durch Komplement opsonisierten Fremd-

strukturen sind leicht der Phagozytose zugänglich. Dieser Vorgang wird durch Makrophagen 

und Granulozyten realisiert, welche mithilfe ihrer Komplementrezeptoren, beispielsweise 

CR1 und CR3, die markierten Zielzellen erkennen können (Löffler 2003). 

 

1.1.1.2 Die spezifische Immunantwort 
 

Die spezifische Immunantwort eines Organismus dient der hoch präzisen Auseinandersetzung 

mit Krankheitserregern, welche die angeborenen Abwehrmechanismen überwunden haben. 

Auch hier lässt sich eine zelluläre von einer humoralen Komponente abgrenzen, wobei es sich 

in ersterem Fall um B- und T-Lymphozyten und in letzterem Fall um die von Plasmazellen 

sezernierten Immunglobuline handelt. B- und T-Lymphozyten, welche im Knochenmark bzw. 
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im Thymus heranreifen und deren Rezeptoren Immunglobulinen ähneln, wie auch die Immun-

globuline selbst besitzen eine außerordentliche Vielfalt. Die Voraussetzung für diese Vielfalt 

sind die Vorgänge der somatischen Genumlagerung bzw. Mutation der Gene, welche es 

ermöglichen, praktisch jedes Antigen mit hinreichender Spezifität zu erkennen. Ziel der 

adaptiven Immunabwehr können sowohl intrazelluläre als auch extrazelluläre Antigene sein, 

die zunächst in aller Regel präsentiert werden müssen. 

Präsentierte intrazelluläre Antigene, etwa Tumor- oder virale Peptide, die auf der Zellober-

fläche mit Rezeptoren des Typs MHC-I (major histocompatibility complex; Haupthisto-

kompatibilitätskomplex) assoziiert sind, werden von einer Untergruppe der T-Lymphozyten, 

den zytotoxischen (CD8
+
) T-Lymphozyten, erkannt. In diesem Fall leiten die CD8

+
-Zellen die 

Apoptose der infizierten oder transformierten Zellen ein. Dies geschieht auf dem Wege der 

Zytolyse durch Abgabe von Substanzen wie Perforin, Kathepsin C und Granzymen oder aber 

durch die Direktwirkung des Apoptose-induzierenden Membranproteins Fas-Ligand (Delves 

and Roitt 2000). 

Trifft ein extrazelluläres Antigen zum ersten Mal auf immunkompetente Zellen, so wird es 

zunächst rezeptorvermittelt durch Endozytose von professionellen Antigen-präsentierenden 

Zellen, also Makrophagen, B-Lymphozyten und dendritischen Zellen, aufgenommen. Nach 

lysosomaler Proteolyse des Antigens werden die resultierenden Peptidfragmente intrazellulär 

an Rezeptoren des Typs MHC-II gebunden, an die Zelloberfläche transportiert und dort der 

Umgebung präsentiert. Hier können sie vom T-Zell-Rezeptor einer weiteren Untergruppe der 

T-Lymphozyten, den T-Helferzellen (CD4
+
), erkannt werden. Diese benötigen zur Aktivie-

rung neben dem MHC-II-Rezeptor weitere so genannte co-stimulatorische Signale, allen 

voran die CD28-CD80/86-Interaktion (Medzhitov and Janeway 2000). Im Folgenden kommt 

es unter Mitwirkung von Zytokinen zur Expansion der aktivierten T-Zell-Klone, welche 

wiederum B-Lymphozyten dazu veranlassen, sich in Plasmazellen umzuwandeln. Deren 

sezernierte Immunglobuline können spezifisch mit den relevanten Antigenen reagieren und 

diese dadurch entweder neutralisieren oder aber opsonisieren, was eine Eliminierung des 

Antigens durch das Komplementsystem nach sich zieht (Murphy et al. 2008). An diesem 

Beispiel ist die enge Verzahnung der unspezifischen und der spezifischen Abwehr gut 

erkennbar. 
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1.1.2 T-Lymphozyten 
 

Viele der in der vorliegenden Arbeit durchgeführten Experimente wurden mithilfe muriner T-

Lymphozyten durchgeführt. Diese Zellpopulation gehört zu den Leukozyten und leitet sich 

aus lymphoiden Vorläuferzellen im Knochenmark ab. Von dort wandern die Zellen in den 

Thymus – daher T-Lymphozyten –, wo sie einen Reifungsprozess durchlaufen. Dieser besteht 

im Wesentlichen aus zwei Schritten. Zum einen werden durch den Vorgang der somatischen 

Rekombination jene Gene neu arrangiert, welche für die Antigen-bindenden Abschnitte des 

T-Zell-Rezeptors kodieren. Daraus resultiert, dass eine immense Anzahl an T-Zellen mit 

jeweils unterschiedlicher Rezeptorspezifität entsteht, die in der Lage sind, beinahe jedes 

denkbare Antigen zu erkennen. Zum anderen erfolgt im Thymus die Selektion der T-Lympho-

zyten. Die positive Selektion stellt sicher, dass nur jene Zellen überleben, die eine ausreichen-

de Affinität zu autologen HLA-Strukturen haben. Die negative Selektion führt hingegen zur 

Apoptose aller T-Zellen, die besonders stark an körpereigene Antigenfragmente binden, die 

ihnen von Antigen-präsentierenden Zellen (APZ) dargeboten werden (Klein et al. 2009, von 

Boehmer et al. 2003). Etwa 95% der Zellen werden durch diese beiden Vorgänge eliminiert; 

die verbleibenden 5% verlassen als funktionsfähige T-Lymphozyten den Thymus, um in der 

Peripherie zu zirkulieren oder in den sekundären lymphatischen Organen zu verweilen bis sie 

auf das passende Antigen treffen und aktiviert werden. 

Alle T-Lymphozyten besitzen den Proteinkomplex CD3 auf ihrer Oberfläche. Da dieser mit 

dem T-Zell-Rezeptor assoziiert und essenziell für dessen Funktionsweise ist, kann CD3 als 

einzigartiges Merkmal der Gesamtheit aller T-Zellen angesehen werden, das sie von anderen 

Immunzellen abgrenzt. Der überwiegende Teil der T-Lymphozyten kann funktionell weiter-

hin in CD4-positive T-Helferzellen und CD8-positive zytotoxische T-Zellen unterteilt werden 

(zu deren klassenspezifischer Funktionsweise siehe 1.1.1). Zusätzlich existieren kleinere 

Populationen an NK(natural killer)-Zellen, T-Gedächtniszellen, regulatorischen T-Zellen und 

γδ-Antigenrezeptor-positiver T-Zellen (Kabelitz et al. 2007). Bemerkenswerterweise expri-

mieren dabei die letzten beiden Vertreter meist weder die Oberflächenmerkmale CD4 noch 

CD8, die für T-Zellen so typisch sind. 

Trifft eine naive T-Zelle auf ein korrespondierendes Antigen, das ihr von einer APZ präsen-

tiert wird, so kann sie in einen aktivierten Zustand übergehen. Die Aktivierung umfasst einen 

mehrschrittigen Prozess. An dessen Anfang steht eine durch zunächst niedrige Affinität 

geprägte unspezifische Interaktion zwischen den beiden Zellarten mithilfe so genannter 

Integrine, wozu insbesondere die Wechselwirkungen LFA-1/ICAM-1 und CD2/LFA-3 zählen 
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(van Seventer et al. 1990). Dieser stabilisierend wirkende Zellkontakt ermöglicht nachfolgend 

die spezifische Interaktion zwischen [T-Zell-Rezeptor] / [CD4 bzw. CD8] einerseits und 

[Antigenpeptid] / [autologes MHC-I bzw. -II] andererseits. Dieser Komplex kann bereits als 

stabil bezeichnet werden. Zur letztlich vollständigen Aktivierung der T-Zelle werden jedoch 

noch weitere Co-Stimuli benötigt. Der wichtigste und bekannteste unter diesen ist die Inter-

aktion von CD28 auf Seiten des T-Lymphozyten und dem B7-Proteinkomplex (CD80/86) auf 

Seiten der APZ (Kroczek et al. 2004). Sind alle diese Voraussetzungen erfüllt, so wird eine 

komplexe Signaltransduktionskette in Gang gesetzt, die eine Transkriptionsänderung auf 

Zellkernebene bewirkt (Paterson et al. 2009). Daraus folgen u. a. die Proliferation und Diffe-

renzierung der T-Zellen zu Effektorzellen: Aus CD4
+
-Zellen entstehen T-Helferzellen, und 

CD8
+
-Zellen werden zu zytotoxischen Zellen. Die eingangs erwähnte Mehrschrittigkeit des 

Prozesses ergibt sich aus der Notwendigkeit, dass ein komplettes Repertoire an Bedingungen 

erfüllt sein muss, damit T-Zellen regelrecht aktiviert werden und nicht beispielsweise schon 

zufällige Zellkontakte via Adhäsionsmoleküle die Aktivierungskaskade unerwünscht zum 

Ablauf bringen. 

 

1.1.3 Das lymphatische System 
 

Das lymphatische System als Teil des Immunsystems besteht aus den lymphatischen Organen 

und dem Lymphgefäßsystem. Die lymphatischen Organe lassen sich wiederum in primäre und 

sekundäre lymphatische Organe unterteilen. Erstere umfassen das Knochenmark und den 

Thymus, während Milz, Lymphknoten und das Mukosa-assoziierte lymphatische Gewebe 

(mucosa-associated lymphoid tissue; MALT) zu den Letzteren zählen. Beim MALT handelt 

es sich um kleine Mengen lymphatischen Gewebes, die im gesamten Körper verteilt sind, so 

beispielsweise im Gastrointestinaltrakt (Peyer’sche Plaques, Appendix vermiformis), in den 

Tonsillen und in der Haut (Abb. 1). 

Aus funktioneller Sicht findet in den primären lymphatischen Organen im Wesentlichen die 

Bildung und Reifung der Lymphozyten statt. Die sekundären lymphatischen Organe sind 

hingegen Orte, an denen der Kontakt zwischen B- bzw. T-Zellen und Antigenen erfolgt und 

die Immunzellen in der Folge proliferieren und klonal expandieren. 
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Abb. 1: Das lymphatische System (modifiziert nach Murphy et al. 2008). Topografische Darstellung 
des Lymphgefäßsystems einer Körperhälfte sowie der primären und sekundären lymphatischen 
Organe. 

 

Bei der Lymphe handelt es sich um aus dem Blutplasma abgepresste Gewebsflüssigkeit. Die-

ser Vorgang geschieht im Kapillarstromgebiet und dient der Versorgung der Zellen mit Nähr-

stoffen sowie dem Abtransport von Fremd- und Schadstoffen, so auch Krankheitserregern. 

Der Transport dieser gelblichen und überwiegend wasserklaren Flüssigkeit erfolgt im eigens 

dafür vorhandenen Lymphgefäßsystem. In diesem sind an strategischen Punkten Filterstatio-

nen, die Lymphknoten, zwischengeschaltet. Dort gelangt die Lymphe insbesondere im para-

follikulären Gewebe in Kontakt mit einer Vielzahl an APZ, die etwaige enthaltene Fremd-

stoffe oder Pathogene prozessieren und präsentieren. Ebenfalls anwesende T-Lymphozyten 

können sodann mit den APZ interagieren, so dass die erforderlichen Immunprozesse unmittel-

bar eingeleitet werden (vgl. 1.1.2). Die gereinigte Lymphe gelangt nach Passage weiterer 

(sekundärer und tertiärer) Lymphknotenstationen in immer größere Transportgefäße und wird 

schließlich dem venösen Blutgefäßsystem im Stromgebiet der V. cava superior zugeführt: Der 

größte Teil fließt über den Ductus thoracicus in den linken Venenwinkel, der verbleibende 

kleine Teil mündet über den Ductus lymphaticus dexter in den rechten Venenwinkel. 
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1.1.4 Tumoren des lymphatischen Systems 
 

Die Tumoren des lymphatischen Systems gehören zu den malignen hämatologischen Erkran-

kungen. Im engeren Sinne versteht man darunter die vergleichsweise selten auftretenden 

malignen Lymphome. Diese lassen sich nach histologischen Kriterien in zwei Hauptgruppen 

einteilen: Hodgkin-Lymphome und Non-Hodgkin-Lymphome (NHL). In den westlichen 

Ländern ist die Inzidenz der ersteren leicht abnehmend, die der letzteren hingegen zunehmend 

(Wannenmacher et al. 2006). Die Ätiologie beider Malignome ist unklar, onkogene Viren 

scheinen jedoch als Auslöser u. a. in Betracht zu kommen, z. B. das Epstein-Barr-Virus sowie 

bei NHL zusätzlich humane T-lymphotrope Viren (HTLV 1), das Hepatitis-C-Virus und HIV 

(Ekström-Smedby 2006). Weitere ätiologische Faktoren werden diskutiert, konnten aber als 

alleinige Ursache nicht nachgewiesen werden: Immunsuppressiva,  toxische Substanzen 

(Lösungsmittel, Herbizide, Fungizide) und Rauchen. Insgesamt ist eine multifaktorielle 

Krankheitsentstehung anzunehmen. 

Hodgkin-Lymphome sind von den Lymphknoten ausgehende Tumoren, deren histologisches 

Hauptmerkmal die so genannten Hodgkin-Reed-Sternberg-Zellen sind. Es handelt sich hierbei 

um maligne transformierte B-Zellen der Keimzentren der Lymphknoten. Diese vermehren 

sich monoklonal und imponieren im mikroskopischen Bild als Riesenzellen, die von vielen 

nicht malignen T-Lymphozyten umgeben sind. Die Einteilung dieser Tumorentität erfolgt 

durch eine 

histologische Klassifikation (WHO): 

 

A. Klassisches Hodgkin-Lymphom (93%) 

1. noduläre Sklerose (60%) 

2. Mischtyp (28%) 

3. lymphozytenreicher Typ (5%) 

4. lymphozytenarmer Typ (0,3%) 

 

B. Lymphozyten-prädominantes Hodgkin-Lymphom (7%) 

Immer häufiger kommen zur Charakterisierung der Lymphome auch immunhistochemische 

Verfahren zum Einsatz. Beim klassischen Hodgkin-Lymphom sind hierbei CD30 und 

gelegentlich auch CD15 nachweisbar, während das Lymphozyten-prädominante Hodgkin-

Lymphom CD20
+
 und CD30

–
/CD15

–
 ist (Roshal et al. 2011).  

Bei Non-Hodgkin-Lymphomen handelt es sich um eine ausgesprochen heterogene Gruppe 

von Neoplasien, die in Abgrenzung zu Hodgkin-Lymphomen zytologisch keine Hodgkin-
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Reed-Sternberg-Zellen aufweisen. NHL gehen mehrheitlich aus B-Zellen hervor, nur etwa 10-

20% resultieren aus T-Zellen. Die Erkrankung nimmt mit malignen klonalen Zellen ihren 

Ursprung v. a. in den Lymphknoten, breitet sich über das lymphatische System aus und kann 

in der Folge generalisieren. 

NHL lassen sich nach verschiedenen Kriterien einteilen, z. B. nach histologisch-zytologischen 

Gesichtspunkten, nach dem Expressionsmuster verschiedener immunologischer Marker oder 

aber auch nach dem klinischen Verlauf (indolent/niedrig maligne, aggressiv/hoch maligne). 

Dieser Umstand bereitete in der Vergangenheit immer wieder Schwierigkeiten bei der Klas-

sifizierung der verschiedenen Erscheinungsbilder der Krankheit. Im derzeitigen (z. T. auch 

konkurrierenden) klinischen Gebrauch sind die Kiel-, REAL- und WHO-Klassifikation (Abb. 

2), wobei letztere die gegenwärtig aktuelle und akzeptierte Form ist (Chan 2001, Schmoll et 

al. 2005). In der WHO-Klassifikation ist der sehr verallgemeinernde Begriff des Non-

Hodgkin-Lymphoms zudem nicht mehr vorgesehen. 

Die Klinik beider Krankheitsentitäten ist ähnlich und besteht in (indolenten) Lymphknoten-

schwellungen, dem Auftreten einer B-Symptomatik und Splenomegalie. Alle Lymphome 

lassen sich stadienabhängig mit verschiedenen Chemotherapie-Protokollen oder Radiothera-

pie behandeln. Die Heilungsraten bewegen sich im Bereich von 85% bis mehr als 90% bei 

Hodgkin-Lymphomen. Bei NHL sind die Heilungsraten sehr variabel und zudem von vielen 

verschiedenen Faktoren (Typ und Stadium des Lymphoms, Begleiterkrankungen, Alter des 

Patienten) abhängig; generell sind NHL jedoch z. T. beträchtlich schlechter kurabel, wobei 

beim Lymphom mit der schlechtesten Prognose, dem Mantelzelllymphom, kaum Aussicht auf 

Heilung besteht. 
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B-Zell-NHL (80%) T-Zell-NHL (20%) 

  
Vorläuferzell-Lymphome 

 
Vorläuferzell-Lymphome 

 Vorläuferzell-B-lymphoblastische Leukämie/ 
Lymphome 

 Vorläuferzell-T-Zell-lymphoblastische 
Leukämie/Lymphom 

  

Periphere Lymphome 
 

 B-CLL, kleinzelliges lymphozytisches 
Lymphom 

 

 B-Zell-prolymphozytische Leukämie 
 

 Lymphoplasmozytisches Lymphom 
 

 Mantelzell-Lymphom 

 

 Follikuläres Lymphom 

 Grad 1, 2, 3 

 kutanes follikuläres Keimzentrumslymphom 
 

 Marginalzonen-B-Zell-Lymphom vom MALT-
Typ 

 nodales Marginalzonen-B-Zell-Lymphom 

 Marginalzonen-B-Zell-Lymphom der Milz 
 

 Haarzellleukämie 

 

 Plasmazellmyelom/Plasmozytom 

 

 Diffuses großzelliges B-Zell-Lymphom 

 zentroblastisch, immunoblastisch, T-Zell- oder 
histiozytenreich, anaplastisch-großzelliges 
Lymphom 

 

 Mediastinales (thymisches) großzelliges B-Zell-
Lymphom 

 intravaskuläres großzelliges B-Zell-Lymphom 

 primäres Ergusslymphom 
 

 Burkitt-Lymphom 

 atypisches (pleomorphes) Burkitt-Lymphom 

Periphere Lymphome 
 

 T-Zell-CLL 

 

 T-Zell-prolymphozytische Leukämie 

 

 T-Zell-großzelliges granuliertes 
lymphozytisches Lymphom 

 

 Aggressive NK-Zell-Leukämie 

 

 Mycosis fungoides/Sézary-Syndrom 

 

 Peripheres T-Zell-Lymphom 

 subkutanes Pannikulitis-ähnliches T-Zell-
Lymphom 

 hepatosplenisches γδ-T-Zell-Lymphom 
 

 Angioimmunoblastisches T-Zell-Lymphom 

 

 Extranodales NK/T-Zell-Lymphom, nasal und 
nasaler Typ 

 Enteropathie-typisches T-Zell-Lymphom 

 adulte T-Zell-Leukämie/Lymphom 
 

 Anaplastisches großzelliges Lymphom, primär 
systemisch 

 primäre kutane CD30-positive T-Zell-
proliferative Erkrankung 

 

 Kutane T-Zell-Lymphome 

 
 

  

 
Abb. 2: WHO-Klassifikation der Non-Hodgkin-Lymphome (modifiziert nach Chan 2001, Herold 

2010). 

 

 

1.2 ADP-Ribosyltransferasen 

 

1.2.1 Die Familie der ADP-Ribosyltransferasen 
 

Eukaryote ADP-Ribosyltransferasen sind eine Gruppe von Ektoenzymen, die mit bakteriellen 

Toxinen strukturverwandt sind (Adriouch et al. 2007). In der Tat wurde man erstmals auf 

diese Klasse von Enzymen aufmerksam, als man die Wirkungsweise des Diphtherietoxins 



21 
 

erforschte und herausfand, dass die Inhibition des eukaryotischen Elongationsfaktors EF2 und 

damit die Blockierung der Proteinbiosynthese durch den Vorgang der ADP-Ribosylierung 

bewirkt wird (Honjo et al. 1968). Im Folgenden konnte der gleiche Mechanismus für weitere 

bakterielle Toxine bestätigt werden, so beispielsweise für jene von Vibrio cholerae, Borde-

tella pertussis, Clostridium botulinum und Clostridium perfringens. Diese bakteriellen ADP-

Ribosyltransferasen sind meist sekretorische Proteine, die ihre Wirkung nach dem Eindringen 

in Wirtszellen entfalten, wo sie zelluläre Proteine ADP-ribosylieren (Koch-Nolte et al. 1999, 

2006). 

Die bei Säugetieren vorkommenden eukaryoten ADP-Ribosyltransferasen werden in zwei 

große Gruppen eingeteilt: 

1. mono-ADP-Ribosyltransferasen (mARTs, ARTs) 

2. poly-ADP-Ribosyltransferasen (pARTs, PARPs) 

ARTs ähneln dem Großteil der bereits erwähnten bakteriellen Toxine und bestehen aus ca. 

200-250 Aminosäuren. Die ersten bei Vertebraten nachgewiesenen mono-ADP-Ribosyltrans-

ferasen waren ART1 im Skelettmuskel des Kaninchens sowie ART2 auf T-Lymphozyten der 

Ratte und der Maus (Zolkiewska et al. 1992, Koch et al. 1990, Koch-Nolte et al. 1996). Nach-

folgend wurde eine ganze Gruppe strukturell ähnlicher und Arginin-spezifischer Enzyme 

kloniert. So kommen ARTs beispielsweise beim Mensch mit vier (ART1, ART3, ART4, 

ART5), bei der Maus mit sechs (ART1, ART2.1, ART2.2, ART3, ART4, ART5) und bei 

Hühnern mit drei (ART6, ART 7, ART8) Vertretern vor (Glowacki et al. 2002). Sie werden 

Gewebe-spezifisch als Ektoenzyme, die mit einem Glykosyl-Phosphatidyl-Inositol-Anker 

(GPI-Anker) in der Membran befestigt sind, oder als sezernierte Proteine exprimiert. Die 

Systematisierung der ARTs erfolgte in einer einheitlichen Nomenklatur, in der ART1-4 als 

GPI-verankerte und ART5-8 als sezernierte Enzyme klassifiziert sind. 

PARPs sind große intrazelluläre und aus mehreren Domänen bestehende Proteine, die ihre 

Zielstrukturen an ausgewählten Aminosäuren mit bis zu über 200 ADP-Riboseresten versehen 

können (Hassa et al. 2006). Sie weisen strukturell nur eine geringe Ähnlichkeit mit ARTs auf 

und gleichen vielmehr einer kleinen Untergruppe der bakteriellen Toxine, zu denen z. B. auch 

das Diphtherietoxin zählt. Es gibt 17 humane und 16 murine PARPs (Koch-Nolte et al. 2006). 
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1.2.2 Die enzymatische Reaktion der ADP-Ribosyltransferasen 
 

Die von ADP-Ribosyltransferasen katalysierte Reaktion stellt eine Form der posttranslatio-

nalen Proteinmodifikation dar. Das Enzym bindet dabei NAD
+
 und überträgt dessen ADP-

Riboseeinheit auf spezifische Aminosäuren eines Zielproteins unter Abspaltung von Nikotin-

amid (Jacobson and Jacobson 1989, Aktories 1991, Okamoto et al. 1998). Die Spaltung der 

N-glykosidischen Bindung innerhalb des NAD
+
-Moleküls, die einen ADP-Riboserest und 

Nikotinamid entstehen lässt, geht mit einer Energiefreisetzung von –34,3 kJ/mol einher. Diese 

Energie wird im Folgenden zur Übertragung des ADP-Riboserests auf eine Akzeptoramino-

säure benutzt (Abb. 3).  

 

Abb. 3: ADP-Ribosylierung durch ARTs (modifiziert nach Bannas 2007). Darstellung der ART als 

„Pacman“, da durch die dem Protein eigene Anordnung der N- und C-terminalen Domäne der 

Eindruck eines Ober- und Unterkiefers entsteht. Unter Abspaltung von Nikotinamid wird die ADP-

Ribosegruppe des NAD hauptsächlich auf Argininreste benachbarter Membranproteine übertragen, 

was i. d. R. mit einer Funktionsänderung derselben einhergeht. Der rote Stern signalisiert radioaktives 
32

P, welches die Verfolgung der ADP-Ribosegruppe ermöglicht. 

 

Zu den Zielaminosäuren der ADP-Ribosyltransferasen zählen in erster Linie Arginin, aber 

auch Asparagin, Cystein, Diphthamid (modifiziertes Histidin) sowie Glutamat (Domenighini 

and Rappuoli 1996, Haag and Koch-Nolte 1997). 

Die ADP-Ribosylierung ist ein reversibler Prozess. Die Umkehrreaktion wird im Wesent-

lichen durch Nucleotid-Pyrophosphatasen/-Phosphodiesterasen (NPP) oder durch ADP-

Ribosylhydrolasen (ARH) katalysiert (Koch-Nolte et al. 2008). NPP spalten die Phospho-

diesterbindung innerhalb der ADP-Ribosegruppe, so dass nur ein Teil dieser entfernt wird. 

Der am Protein verbleibende Rest verhindert eine wiederholte ADP-Ribosylierung 
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(Vollmayer et al. 2003). Im Gegensatz dazu eliminieren ARH den ADP-Riboserest 

vollständig vom modifizierten Protein und können so dessen Funktion wiederherstellen. Das 

Protein kann im Anschluss potenziell erneut ADP-ribosyliert werden.  

 

1.2.3 Die murine ART2 
 

Bei Mäusen kommt die mono-ADP-Ribosyltransferase 2 in Form der beiden Isoenzyme 

ART2.1 und ART2.2 (vormals Rt6-1 und Rt6-2) vor. Grund dafür ist eine Genduplikation, 

bezeichnet als Art2a und Art2b, auf dem Chromosom 7 (Koch-Nolte et al. 1999, Ohlrogge et 

al. 2002). Die entsprechenden Genprodukte weisen eine Sequenzhomologie von 80% auf 

(Hollmann et al. 1996). Beide Ektoenzyme sind auf murinen Zellen des Immunsystems zu 

finden, insbesondere auf naiven T-Lymphozyten, aber auch auf Makrophagen und dendri-

tischen Zellen. 

Mäuse mit verschiedenem genetischem Hintergrund weisen unterschiedliche Expressions-

muster der beiden Isoenzyme auf. Die im Rahmen dieser Arbeit häufig verwendeten 

C57/BL6-Mäuse exprimieren ART2.2 auf Immunzellen der Milz, des Thymus und des 

Dünndarms, während ein irreguläres Stop-Codon die Expression von ART2.1 weitgehend 

verhindert. BALB/c-Mäuse hingegen exprimieren auf T-Zellen sowohl ART2.1 als auch 

ART2.2 (Kanaitsuka et al. 1997). 

 

1.2.4 Die Funktion der ART2.2 im Organismus 
 

ART2.2 ist ein Enzym, das über Glycosylphosphatidylinositol-Anker (GPI-Anker) kovalent 

mit der Zellmembran verbunden ist. Dieser Umstand bewirkt, dass ihr Vorkommen in der 

Membran auf cholesterinreiche Mikrodomänen, so genannte lipid rafts, beschränkt ist, was 

auch die Zahl ihrer Zielproteine einschränkt (Bannas et al. 2005, Koch-Nolte et al. 2006, 

Bannas 2007). Eine ADP-Ribosylierung durch ART2.2 beeinflusst Zellfunktionen auf 

verschiedene Art und Weise, da sie mit einer Funktionsänderung der modifizierten Proteine 

im Sinne einer Aktivierung oder Hemmung einhergeht. Zu den wichtigen und bereits iden-

tifizierten Zielproteinen der ART2.2 zählt beispielsweise der zytolytische purinerge Rezeptor 

P2X7. Dieser wird durch ADP-Ribosylierung aktiviert und vermittelt die Bildung einer 

großen unselektiven Pore in der Zellmembran, durch welche Kationen in die Zelle einströmen 

können. Dies bewirkt aufeinander folgend die Exposition von Phosphatidylserin, die Aus-

schüttung von CD62L, die Schrumpfung der Zelle und letztlich den (NAD-induzierten) 
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Zelltod (Seman et al. 2003, Bannas et al. 2005, Koch-Nolte et al. 2006, Scheuplein et al. 

2009). Auf der anderen Seite werden beispielsweise das für die Zelladhäsion wichtige Mole-

kül CD44 bzw. das Integrin LFA-1 oder die Signaltransduktion des auf zytotoxischen T-

Lymphozyten vorkommenden Antigens CD8 gehemmt (Krebs et al. 2003, Bannas et al. 

2005), (Abb. 4). 

 

 

Abb. 4: Exemplarische Darstellung von Funktionen der ART2.2 sowie extrazellulärer NAD
+
-

Metabolismus (modifiziert nach Salmi and Jalkanen 2005). Nach einem Zellschaden kommt es zur 

Freisetzung von NAD
+
, welches als Substrat für ART2.2 dient. Durch die nachfolgende ADP-

Ribosylierung spezifischer Zelloberflächenproteine können deren Funktionen entweder aktiviert 

(Purinorezeptor P2X7) oder inaktiviert (CD44, LFA-1) werden. 

 

1.2.5 Nachweis der ART2.2-Aktivität mithilfe des mAb 1G4 
 

Für die Untersuchung der Phosphorylierung von Proteinen stehen Antikörper gegen phospho-

rylierte Aminosäuren zur Verfügung. Im Gegensatz dazu gab es bis vor kurzem kein 

vergleichbares Werkzeug, um eine Proteinmodifikation durch ADP-Ribosylierung nachzu-

weisen. Santella stellte vor mehr als 20 Jahren eine Reihe von Antikörpern her, die an modi-
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fizierte DNA binden sollten, wozu auch ein solcher gehörte, der an etheno-Adenosinreste 

bindet und 1G4 genannt wurde (Young and Santella 1988). Das etheno-Adenosin entstand 

dabei durch Einwirkung von Anilin. 

Die etheno-Adenosingruppe kommt ebenfalls beim NAD-Analogon etheno-NAD vor, das 

gleichermaßen von ADP-Ribosyltransferasen als Substrat verwendet werden kann. Der 1G4-

Antikörper und etheno-NAD wurden in der Vergangenheit von einer anderen Arbeitsgruppe 

bereits dazu benutzt, um die Aktivität der poly-ADP-Ribosyltransferase (PARP) und deren 

Übertragung von etheno-ADP-Ribose auf Zielproteine zu studieren (Davis et al. 1998). 

Unsere Arbeitsgruppe nutzte den 1G4-Antikörper und etheno-NAD, um die Aktivität von 

mono-ADP-Ribosyltransferasen (ARTs), insbesondere der ART2.2, nachzuweisen (Krebs et 

al. 2003). Es wurden hierbei Techniken etabliert, die eine zuverlässige 1G4-Markierung 

etheno-ADP-ribosylierter Proteine erlauben, was die Möglichkeit des Monitorings der Aktivi-

tät von ARTs eröffnete. Vom Wirkprinzip her werden hierbei Zellen mit etheno-NAD inku-

biert. Dieses dient als Substrat für ARTs, welche Zielproteine auf der Zellmembran etheno-

ADP-ribosylieren. Die so modifizierten Proteine lassen sich in einem weiteren Schritt mit 

dem monoklonalen Antikörper 1G4 spezifisch markieren. Dieser wiederum lässt sich mit 

Fluorochrom-gekoppelten Sekundärantikörpern mittels FACS-Analyse detektieren. 

 

1.3 Antikörper 

 

1.3.1 Konventionelle Antikörper 
 

Konventionelle Antikörper sind Glykoproteine, die der Klasse der Immunglobuline angehö-

ren. Sie werden von terminal ausgereiften B-Zellen, den so genannten Plasmazellen, gebildet 

und ins Blut bzw. andere Körperflüssigkeiten sezerniert, wo sie in gelöster Form vorliegen. In 

Kombination mit einer Transmembransequenz treten sie außerdem als Membranrezeptoren 

auf B-Lymphozyten auf. Antikörper sind die Träger der spezifischen humoralen Immunant-

wort, indem sie Antigene – also pathogene Strukturen oder Fremdproteine – erkennen, an 

diese binden und damit verschiedenen Mechanismen der Deaktivierung zugänglich machen 

können. Beim Menschen und den meisten Säugetieren existieren fünf Isotypen von Anti-

körpern, die als IgG, IgA, IgM, IgD und IgE bezeichnet werden. Von diesen Subtypen stellt 

IgG mit einem Normalplasmagehalt von 8-18 g/l die größte Fraktion dar und wird daher im 

Folgenden als repräsentativer Vertreter näher beschrieben. 
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 Ein IgG-Antikörper besteht aus vier Polypeptidketten, und zwar aus zwei identischen 

schweren (H) und zwei identischen leichten (L) Ketten. Die Anordnung aller vier Ketten ist 

symmetrisch und lässt den Antikörper in einer Y-Form mit einer Basis und zwei Armen 

erscheinen (Abb. 5). 

 

Abb. 5: Schematische Struktur eines konventionellen IgG-Antikörpers (modifiziert nach Murphy 

et al. 2008). Der Y-förmige Antikörper besteht aus zwei schweren (grüner Kern) und zwei leichten 

Ketten (gelber Kern). Es kann eine (auch funktionelle) Unterscheidung zwischen dem Fc-Fragment, 

das die Basis des Antikörpers darstellt, und zwei Fa/b-Fragmenten, die die beiden Arme repräsentie-

ren, vorgenommen werden. In der hinge-Region sind sowohl die beiden schweren Ketten über 

Disulfidbrücken als auch die Fa/b-Fragmente mit dem Fc-Fragment über eine flexible Sequenz aus 

Aminosäuren miteinander verbunden. 

 

Der Zusammenhalt zwischen den Ketten wird durch nichtkovalente Bindungen und Disulfid-

brücken realisiert, wobei letztere vornehmlich in der mittigen Gelenkregion des Antikörpers 

(hinge region) lokalisiert sind. Sowohl die schweren als auch die leichten Ketten sind aus 

tonnenförmig gefalteten Proteinabschnitten, so genannten Domänen, aufgebaut und bestehen 

jeweils aus konstanten (C) und variablen (V) Anteilen. 

Eine einzelne schwere Kette weist drei konstante und eine variable Domäne auf, die mit CH1, 

CH2, CH3 sowie VH bezeichnet werden. Im Gegensatz dazu besteht eine einzelne leichte Kette 

lediglich aus einer konstanten Domäne CL und einer variablen Domäne VL. Die Anordnung 

der einzelnen Domänen erfolgt derart, dass sich an den Enden der Arme paarweise jeweils die 

variablen Domänen der schweren und der leichten Kette, VH und VL, befinden. Der Zusam-

menhalt beider Domänen wird durch hydrophobe Wechselwirkungen aufrecht erhalten. 

Dieser Abschnitt stellt den Antigen-bindenden Teil dar und ist in jedem Antikörpermolekül 

doppelt und in identischer Form vorhanden. Zwischen den variablen Domänen und der hinge 
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region befinden sich die CH1-Domäne der schweren und die CL-Domäne der leichten Kette. 

Beide sind gelenknah über eine Disulfidbrücke miteinander verbunden. Aus funktioneller 

Sicht bezeichnet man die beiden Arme eines IgG-Moleküls als Fa/b-Fragmente (a/b = antigen-

binding), was dem Umstand Rechnung trägt, dass dort die Interaktion des Antikörpers mit 

dem komplementären Antigen stattfindet. Die Basis des Immunglobulins, welche aus den 

CH2- und CH3-Domänen der schweren Ketten besteht, wird als Fc-Fragment bezeichnet (c = 

crystallizable – aufgrund der ursprünglich beobachteten Neigung, schnell zu kristallisieren). 

Dieser Teil ist für die Interaktion des Antikörpers sowohl mit Effektormolekülen wie 

bestimmten Proteinen des Komplementsystems als auch mit anderen immunkompetenten 

Zellen verantwortlich, auf denen ein spezieller Fc-Rezeptor exprimiert wird. Zu diesen Zellen 

zählen beispielsweise NK-Zellen, Makrophagen und neutrophile Granulozyten. 

Die Antigenbindungsstellen an den Enden der beiden Fa/b-Fragmente weisen ein besonderes 

Bauschema auf: Zum einen finden sich dort hypervariable Regionen, zum anderen so 

genannte Rahmenregionen. Die hypervariablen Regionen sind umschriebene und in hohem 

Maße veränderliche Abschnitte von Aminosäuresequenzen, die die Antigenbindungsstelle im 

engeren Sinne darstellen. Solche Regionen existieren auf der variablen Domäne sowohl der 

leichten als auch der schweren Kette und werden als complementarity determining regions 

(CDR) bezeichnet, da die komplementären Abschnitte eines passenden Antigens an diese 

binden. Auf einer variablen Domäne gibt es drei CDR: CDR1, CDR2 und die besonders 

variable CDR3. Da jeder Antikörper vier variable Domänen besitzt, sind somit insgesamt 12 

CDR in einem Molekül vorhanden. Die CDR entstehen während der Reifung der Lympho-

zyten durch die beiden Vorgänge der somatischen Genumlagerung und somatischen Mutation 

und bedingen die große Antikörpervielfalt. Die hypervariablen Regionen werden von den 

Rahmenregionen (frame regions) umgeben, deren Aminosäuresequenzen eine höhere 

Konserviertheit aufweisen und das Gerüst der variablen Domänen darstellen (Murphy et al. 

2008). 

 

1.3.2 Schwere-Ketten-Antikörper 
 

Im Tierreich existieren bei Vertretern der Klasse der Kameliden zusätzlich zu den konventio-

nellen Antikörpern so genannte Schwere-Ketten-Antikörper (heavy-chain-only antibodies; 

HcAbs). Diese weisen im Vergleich zu klassischen Immunglobulinen bedeutende morpho-

logische Unterschiede auf: Sie bestehen lediglich aus zwei schweren Ketten, während die 

leichten Ketten ebenso wie die CH1-Domänen der schweren Ketten fehlen (Koch-Nolte et al. 
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2007). Die variablen Domänen VHH (variable domains of the heavy chains of heavy-chain-

only antibodies), welche die Antigen-bindenden Elemente darstellen, sind über eine flexible 

hinge-Region mit dem Fc-Fragment verbunden (Abb. 6). Schwere-Ketten-Antikörper treten, 

abgesehen von den Kameliden, in abgewandelter Form auch in der Klasse der Knorpelfische 

auf und werden dort IgNAR (NAR = new antigen receptor) genannt. 

 

 

Abb. 6: Schematische Struktur eines Kameliden-Schwere-Ketten-Antikörpers (modifiziert nach 
Murphy et al. 2008). Dieser besteht aus zwei schweren Ketten, denen jeweils die CH1-Domäne fehlt. 
Die CH2-Domänen sind somit über die hinge-Region direkt mit der variablen Domäne der schweren 
Ketten (VHH) verbunden. Die VHH dient der Antigenerkennung/-bindung und bestimmt somit die 
Spezifität des Antikörpers. Leichte Ketten kommen bei dieser Gruppe von Antikörpern nicht vor. 

 

Trennt man den Fc-Teil der Schwere-Ketten-Antikörper durch Proteolyse ab, so entstehen die 

aus immunologischer Sicht äußerst interessanten VHH (Einzeldomänenantikörper; Nano-

bodies).  Diese unterscheiden sich hinsichtlich einiger funktioneller Aspekte von konventio-

nellen Antikörpern. Erstens ist die für die Antigenerkennung wichtige CDR3 (complemen-

tarity determining region 3) der VHH länger, weshalb diese eine ausgesprochene Variabilität 

aufweist. Zweitens besitzt die besonders ausgeprägte CDR3 die Fähigkeit, fingerartig in 

spaltenförmige Vertiefungen auf Molekülen vorzudringen und damit Epitope zu erreichen, die 

für konventionelle Antikörper nicht zugänglich sind (De Genst et al. 2006). Drittens weist die 

CDR3 in dem Bereich, der bei konventionellen Antikörpern der hydrophoben VH-VL-

Kontaktzone entspricht, Substitutionen durch hydrophile Aminosäuren auf. Dies führt zu 

einer guten Löslichkeit der VHH (Muyldermans et al. 1994). Viertens besitzen die VHH 

aufgrund ihrer geringen Größe von etwa 12-15 kDa eine gute Gewebepenetration (Huang et 
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al. 2008). Diese auch Nanobodies genannten Moleküle haben damit gerade einmal ca. ein 

Zehntel der Größe eines konventionellen IgG-Antikörpers. Fünftens geht man nach der 

derzeitigen Studienlage davon aus, dass VHH eine geringere Immunogenität als konventionelle 

Antikörper besitzen. Außerdem können sie kostengünstig produziert werden (Cortez-Reta-

mozo et al. 2004). 

In der vorliegenden Arbeit kam die VHH s+16a zum Einsatz, welche spezifisch für die 

ART2.2 ist, indem sie selektiv und hoch affin an das Enzym bindet und dessen katalytische 

Aktivität blockiert (Koch-Nolte et al. 2007). Eine weitere Eigenschaft, die die s+16a für die 

Bildgebung interessant macht, ist die Tatsache, dass die VHH nach in-vivo-Applikation auf-

grund guter Nierengängigkeit rasch aus der Blutzirkulation entfernt wird. Die geringe 

Serumhalbwertzeit von 30-60 Minuten ist eine ideale Voraussetzung, um bei der mole-

kularen Bildgebung einen guten Gewebekontrast zu erzielen, da nur gebundene VHH im 

Zielgewebe verbleiben und überschüssige Konstrukte renal eliminiert werden (Itatí Ibañez et 

al. 2011). 

 

1.4 Molekulare Bildgebung und SPIO 
 

Die molekulare Bildgebung (molecular imaging) ist im Vergleich zur klassischen, anato-

mischen Bildgebung ein relativ junges Anwendungsgebiet. Man versteht darunter die in-vivo-

Charakterisierung und -Messung biologischer Prozesse auf zellulärer und molekularer Ebene 

unter Zuhilfenahme verschiedener radiologischer Verfahren. Das Ziel hierbei ist die Darstel-

lung molekularer Abnormitäten, die verschiedenen Krankheiten zugrunde liegen. Letztere 

können damit insgesamt früher erkannt und auch deren Therapie effektiv überwacht werden 

(Weissleder and Mahmood 2000, Hoffman and Gambhir 2007). 

In den letzten Jahren hat die molekulare Bildgebung eine rasante Entwicklung erlebt, die 

verschiedene Darstellungsmethoden, Verfahren und Kontrastmittel hervorgebracht hat. Einige 

wenige haben Einzug in die klinische Routine gehalten; die meisten befinden sich noch in der 

präklinischen Erforschung, was auch für die superparamagnetischen Eisenoxidpartikel (SPIO) 

und deren Bildgebung mittels MRT gilt. 
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1.4.1 Magnetresonanztomographie (MRT) 
 

Die Magnetresonanztomographie ist ein Schnittbildverfahren, das auf der Nutzung eines star-

ken äußeren Magnetfeldes basiert. Die physikalische Grundlage ist der Eigendrehimpuls 

(Kernspin) von Wasserstoffprotonen, von denen aufgrund des hohen Wassergehalts beson-

ders viele in lebenden Geweben vorhanden sind. Diese Kernspins als rotierende elektrische 

Ladungen bewirken die Induktion eigener magnetischer Dipole (Dipolmomente), welche 

unter normalen Umständen ungeordnet vorliegen und einander ausgleichen. Bei Applikation 

eines äußeren Magnetfeldes richten sie sich jedoch alle entlang der Feldlinien aus (Längsmag-

netisierung) und schwingen auf diesen mit exakt der gleichen Frequenz, der so genannten 

Präzessionsfrequenz. Wird jetzt senkrecht zur Richtung der Feldlinien ein Hochfrequenz-

impuls definierter Größe geschaltet, so geraten die präzessierenden Protonen ins „Schlingern“ 

und nehmen dabei Energie auf (Quermagnetisierung), welche nach Abschalten des Impulses 

wieder abgegeben wird. Diese Rückkehr in den Ausgangszustand heißt Relaxation. Die 

freiwerdende Energie in Form eines magnetischen Impulses wird gemessen und zur Bild-

berechnung verwendet. 

Die Relaxation wird mittels zweier Konstanten beschrieben: der T1-Konstante (Longitudinal-

relaxation) und der T2-Konstante (Transversalrelaxation). Unter T1 versteht man die Abgabe 

der aufgenommenen Energie an die Umgebung (das Gitter), wodurch eine messbare Zunahme 

der Längsmagnetisierung erfolgt. Sie ist auch als Spin-Gitter-Relaxation bekannt. T2 hin-

gegen kennzeichnet den Umstand der Dephasierung: Die mit der Präzessionsfrequenz rotie-

renden Ladungen im Magnetfeld bewegen sich bei der Gesamtheit der Protonen asynchron. 

Erst der geschaltete Hochfrequenzimpuls bewirkt ihre Synchronisierung. Wird dieser wieder 

abgeschaltet, kommt es – bedingt durch interne Interaktionen der kleinen Magnetfelder 

benachbarter Wasserstoffkerne – zur erneuten Desynchronisierung oder Dephasierung, was 

einer messbaren Abnahme der Quermagnetisierung gleichkommt. Die T2-Konstante wird 

auch Spin-Spin-Relaxationszeit genannt (Reiser et al. 2006). 

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit kamen T2- und T2*-gewichtete Sequenzen zur Anwen-

dung, da sich in diesen im Vergleich zu T1-gewichteten Sequenzen der SPIO-bedingte 

Signalabfall besser darstellt, was die Detektion der magnetischen Nanopartikel erleichtert. 

Dieser Signalabfall beruht auf den Suszeptibilitätseffekten des Eisenoxidkerns (Wang 2011). 

Bei den T2-Aufnahmen handelt es sich um Spin-Echo-Sequenzen. Diese sind dadurch charak-

terisiert, dass nach einem 90°-Anregungsimpuls die longitudinale Magnetisierung in die trans-

versale Ebene umgeklappt wird. Nach Abschalten des Impulses nimmt die transversale 
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Magnetisierung entsprechend des T2-Zerfalls wieder ab, so dass sich die Protonen wieder 

unterschiedlich schnell bewegen. Nach der Hälfte der Echozeit folgt ein 180°-Refokus-

sierungspuls, der die Spins um 180° dreht, so dass die schnellen Spins hinter den langsamen 

zu liegen kommen. Die Signalregistrierung erfolgt zum Zeitpunkt des Signalmaximums, wenn 

die schnelleren Spins die langsamen eingeholt haben. Aufgrund des hochfrequenten Refokus-

sierungspulses können magnetische Inhomogenitäten bzw. T2*-Effekte wirkungsvoll redu-

ziert werden; die Detektion von SPIO ist hierbei möglich, aber aufgrund des vorgenannten 

Umstandes begrenzt. 

Bei den T2*-Aufnahmen handelt es sich um Gradienten-Echo-Sequenzen. Hierbei kann der 

Anregungswinkel kleiner als 90° gewählt werden, was in Abhängigkeit vom gewünschten 

Bildkontrast geschieht. Die Spins werden somit nur partiell in die transversale Ebene umge-

klappt. Um eine Dephasierung bzw. Rephasierung der Transversalmagnetisierung zu errei-

chen, werden statt eines Refokussierungspulses Gradienten benutzt. Da Gradienten 

Magnetfeldinhomogenitäten nicht effektiv refokussieren können, weisen die T2*-gewichteten 

Gradienten-Echo-Sequenzen eine hohe Sensitivität für Suszeptibilitätsschwankungen und 

damit für Metalle auf. Aus diesem Grund eignen sich diese Sequenzen für die Detektion von 

SPIO in besonderem Maße (Schmitt and Lanz 2004, Bitar et al. 2006). 

 

1.4.2 SPIO 
 

Das in der vorliegenden Arbeit verwendete MR-Kontrastmittel sind superparamagnetische 

Eisenoxidpartikel, die in der Fachsprache mit dem Akronym SPIO bezeichnet werden (super-

paramagnetic iron oxide). Superparamagnetismus bedeutet, dass sich die sehr kleinen Partikel 

in einem Magnetfeld stark magnetisieren lassen, jedoch nach Abschalten des Feldes keine 

Restmagnetisierung mehr aufweisen. Dieses Phänomen wurde 1952 erstmals beschrieben, 

und es unterscheidet SPIO grundlegend von herkömmlichen Ferromagneten (Kobozev et al. 

1952, Bean and Jacobs 1956). 

SPIO für den Gebrauch im biomedizinischen Bereich bestehen aus einem Eisenoxidkern, 

gewöhnlich Magnetit (Fe3O4) und/oder Maghämit (-Fe2O3), der mit einer ausreichend dicken 

hydrophilen (Polymer-)Hülle sterisch stabilisiert ist. Diese ist erforderlich, um eine Aggrega-

tion der Kristalle zu verhindern, welche mit einer für die Belange der molekularen Bild-

gebung unerwünschten Größenzunahme der Partikel einhergehen würde. Weiterhin dient die 

Umhüllung der Erhöhung der Wasserlöslichkeit, der Funktionalisierung der SPIO mit Bio-
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molekülen (z. B. Antikörper) und der verminderten Adhäsionsfähigkeit von Proteinen (z. B. 

Komplementfaktoren) mit dem Ziel einer reduzierten Immunogenität dieser Konstrukte 

(LaConte et al. 2005). Das am häufigsten verwendete Polymer zur Umhüllung ist Dextran; 

ferner findet man als Hüllsubstanzen Carboxydextran, Stärke und Polyethylenglycol. Auch 

der Einsatz von Nichtpolymeren wie Albumin, eine liposomale Umhüllung bzw. eine elektro-

statische Stabilisierung (durch monomeres Citrat) sind für diesen Zweck beschrieben worden 

(Taupitz 2005). 

Derzeit existiert eine nicht immer ganz eindeutige Klassifikation dieser Eisenoxidpartikel. Als 

SPIO im engeren Sinne werden solche bezeichnet, die einen Durchmesser von ca. 50-150 nm 

oder größer aufweisen. Bisweilen werden diese auch SSPIO (standard SPIO) genannt. Des 

Weiteren existieren USPIO (ultrasmall SPIO) mit einem Durchmesser von 10-40 nm, MION 

(monocrystalline iron oxide nanoparticles) als eine Untergruppe der USPIO mit Besonder-

heiten der Kernzusammensetzung sowie CLIO (cross-linked superparamagnetic iron oxide) 

mit einer quervernetzten Hüllschicht. Als SPIO im weiteren Sinne bezeichnet man oft die 

Gesamtheit aller gerade genannten Nanopartikel (Thorek et al. 2006). Die aufgeführten 

Größenangaben verstehen sich als hydrodynamische Durchmesser, also als Summe der Maße 

des Eisenoxidkerns und der umgebenden Hüllschicht. Es gibt klare Limitationen bezüglich 

des minimal erreichbaren Gesamtdurchmessers der SPIO, sofern diese sterisch, d. h. mit 

Polymeren, stabilisiert sind. In diesem Fall kann aufgrund der natürlichen Dicke der 

Polymerhülle ein Durchmesser von minimal etwa 15-20 nm erreicht werden, selbst wenn der 

Kern ein kleiner USPIO ist. Elektrostatisch mit Citratmonomeren stabilisierte SPIO können 

hingegen auf eine Größe im einstelligen nanometrischen Bereich reduziert werden (Taupitz 

2005). Wesentliche Aspekte bei der Auswahl der geeigneten SPIO für einen gegebenen 

Anwendungszweck sind demnach deren Durchmesser sowie Dicke und Art der Umhüllung. 

Die in der vorliegenden Arbeit verwendeten SPIO sind Dextran-umhüllte Partikel mit einem 

hydrodynamischen Durchmesser von ca. 50 nm. 

 

1.4.3 SPIO im MRT 
 

Zur Anwendung im MRT lassen sich positive von negativen Kontrastmitteln abgrenzen. 

Diese Modalitäten beziehen sich auf den Aspekt des Kontrastes: Positive Kontrastmittel 

verursachen in der Abbildung hyperintense, also hellere, Areale; negative Kontrastmittel 

verursachen hypointense, also dunklere, Bereiche. Das genaue Verhalten eines gegebenen 
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Kontrastmittels hängt weiterhin von der Gewichtung (T1 bzw. T2/T2*) ab, in der die 

Aufnahme erfolgt. 

SPIO können mit modernen MR-Tomographen mittlerweile prinzipiell als positives und 

negatives Kontrastmittel sowohl in der T1- wie auch in der T2-Gewichtung genutzt werden 

(Saleh et al. 2004, Thorek et al. 2006). Wie genau sich der Kontrast letztlich darstellt, hängt 

von verschiedenen Faktoren wie der Partikelgröße oder der gewählten Pulssequenz ab. In den 

Anfängen des Gebrauchs von SPIO für diesen Zweck wurden diese praktisch ausschließlich 

als negatives Kontrastmittel in T2-gewichteten Sequenzen verwendet (Taupitz 2005). Dies ist 

auch heute noch überwiegend der Fall. Im Rahmen dieses Projektes wurden ebenfalls T2- und 

T2*-Sequenzen verwendet, in denen SPIO hypointense Bereiche erzeugen, welche aufgrund 

der Signalauslöschung durch Magnetfeldinhomogenitäten entstehen. Diese stellen sich in 

T2/T2*-gewichteten Spin-Echo- bzw. Gradientenechoaufnahmen besonders gut dar und 

gehen mit einer charakteristischen Verkürzung der Relaxationszeit einher (Ittrich et al. 2007, 

Dahnke et al. 2008). Ein Maß für die Verkürzung der Relaxationszeit ist die Relaxationsrate, 

wobei sich beide Parameter reziprok zueinander verhalten. Die Relaxationsrate, die sich aus 

der T2-Sequenz herleitet, wird R2 genannt. Analog dazu entsteht R2* aus der T2*-Sequenz. 

Die Maßeinheit ist l/(mmol*s) oder, verkürzend, 1/s. 

 

1.4.4 Anwendungsgebiete von SPIO 
 

Die Anwendungsgebiete SPIO-basierter molekularer Bildgebung sind vielfältig und umfassen 

im Wesentlichen die Darstellung von Tumoren und Entzündungen, ferner auch von Vorgän-

gen im Rahmen der Immunantwort und der Stammzelltherapie (Unger 2003). Im Laufe der 

Zeit sind verschiedene Methoden zur Zellmarkierung entwickelt worden, wenngleich sich 

zwei von diesen weitgehend duchgesetzt haben: Zum einen ist dies die Beladung von Zellen 

mit SPIO-Partikeln (meist mittels Phago-/Endozytose, aber auch durch Rezeptor-vermittelte 

Aufnahme), zum anderen das Markieren von Zelloberflächenantigenen mit spezifischen 

SPIO-konjugierten Antikörpern (Artemov et al. 2003, Ittrich et al. 2007). Die vorliegende 

Arbeit befasst sich mit der letzteren Methode. 

Auf dem Gebiet der Tumorforschung gelangen die ersten Erfolge der SPIO-gestützten Bild-

gebung bei der Darstellung von Neoplasien der Leber und der Milz, welche bisher die einzige 

klinisch etablierte Methode ist, die sich SPIO zunutze macht. Die injizierten Partikel werden 

dabei von den zur Phagozytose befähigten Zellen des retikuloendothelialen Systems (Kupffer-



34 
 

Zellen), welche nur in normalem Leber-/Milzgewebe vorkommen, aufgenommen. Neo-

plastisch verändertes Gewebe ist nicht in der Lage, dieses Kontrastmittel anzureichern. 

Dadurch ergibt sich ein bis zu fünffacher Anstieg der T2-Relaxation des normalen Gewebes 

im Vergleich zum pathologischen Gewebe, welcher im MRT zu einem starken Bildkontrast 

führt und die Identifikation von Tumoren ermöglicht (Saini et al. 1987, Ferrucci and Stark 

1990, Sun et al. 2005). 

Das Hauptaugenmerk der gegenwärtigen Forschung auf dem Gebiet der molekularen Bild-

gebung liegt jedoch auf der spezifischen Markierung pathologischer Strukturen. So konnten 

bereits Tumorzellen selbst erfolgreich mit SPIO beladen werden (Matuszewski et al. 2005). 

Die Markierung Tumor-assoziierter Zelloberflächenantigene mittels SPIO-Antikörper-Konju-

gaten ist ein weiteres großes Forschungsfeld mit einer Vielzahl potenzieller molekularer 

Ziele. Der von Mammakarzinomzellen exprimierte Rezeptor Her-2/neu, der im Rahmen der 

neoplastischen Angiogenese vorkommende Integrinrezeptor v3 und CEA-assoziierte Zell-

adhäsionsmoleküle konnten beispielsweise mit diesem Verfahren experimentell im MRT 

dargestellt werden (Artemov et al. 2003, Benedetto et al. 2006, Peldschus et al. 2010). Eben-

falls lassen sich funktionelle Vorgänge wie die verstärkte Rezeptor-vermittelte zelluläre Auf-

nahme von Ligand-SPIO-Komplexen durch tumorbedingt erhöhte Genexpression des betref-

fenden Rezeptors mittels MR-Bildgebung überwachen (Weissleder et al. 2000). 

Ein weiteres Anwendungsgebiet der molekularen Bildgebung mittels SPIO ist die Darstellung 

von Entzündungsherden. Förderlich für in-vivo-Anwendungen von SPIO im Rahmen von 

Entzündungsvorgängen ist, dass in den relevanten Arealen eine erhöhte vaskuläre Permeabili-

tät herrscht, die eine effizientere Anlieferung der SPIO ermöglicht. Ein bekanntes Problem in 

diesem Zusammenhang ist der erschwerte Übertritt gerade größerer SPIO-Konjugate vom 

endovaskulären in den interstitiellen Raum durch die schmalen Endothelspalten (Artemov 

2003). Inflammatorische Vorgänge konnten bereits erfolgreich in vivo im MRT dargestellt 

werden, so z. B. im Mausmodell bei Myositis mittels eines MION-IgG-Komplexes bzw. bei 

Encephalitis unter Verwendung eines gegen CD4 und CD8 gerichteten Antikörper-SPIO-

Komplexes (Weissleder et al. 1991, Pirko et al. 2004). 

Darüber hinaus konnten auch in der Stammzellforschung u. a. mesenchymale Stammzellen 

vom Mensch und von der Ratte mit SPIO markiert und in vitro bzw. in vivo im MRT detek-

tiert sowie im Körper lokalisiert werden (Frank et al. 2003, Ittrich et al. 2007). 
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2 Zielsetzung und Fragestellung 

 

Das Ziel der vorliegenden Arbeit war die Detektion und Quantifizierung der ART2.2-

Expression und ART2.2-Aktivität auf Lymphomzellen im MRT durch Markierung mit 

Antikörper-SPIO-Konjugaten. 

In diesem Zusammenhang sollte zunächst mittels Durchflusszytometrie, Fluoreszenzmikro-

skopie sowie Elektronenmikroskopie die Spezifität der Antikörper-SPIO-Markierung belegt 

werden. Ein weiteres Ziel war die qualitative und quantitative MRT-Detektion Antikörper-

SPIO-markierter ART2.2-exprimierender Lymphomzellen in vitro. Darauf aufbauende 

Versuche sollten der Frage nachgehen, ob sich subkutan injizierte SPIO-markierte Zellen 

MR-tomographisch in vivo im Tiermodell quantitativ darstellen lassen. Schließlich sollte in 

in-vivo-Experimenten die Bioverfügbarkeit der intravenös applizierten Komponenten des 

Antikörper-SPIO-Markierungsystems näher beleuchtet werden. 
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3 Materialien und Methoden 

 

3.1 Materialien 

 

3.1.1 Laborgeräte 
 

Atomic Absorption Spectrometer 2100  PerkinElmer, Waltham, MA (US) 

CO2 Incubator MCO-20 AIC    Sanyo Biomedical, Etten-Leur (NL) 

Digitalkamera AxioCam MRC5   Carl Zeiss, Jena 

IF-Mikroskop Axio Imager M1   Carl Zeiss, Jena 

Magnetrührer Magnetomix M1   Colora Messtechnik, Lorch 

Mikroskop Axiovert 25    Carl Zeiss, Jena 

MR-Tomograph Intera, 3 Tesla   Philips Medical Systems, Best (NL) 

Pipettierhilfe Pipetboy acu    Integra Biosciences, Fernwald 

Tischzentrifuge Biofuge Pico    Kendro Laboratory Products, Osterode 

Transmissionselektronenmikroskop CM 100 Philips, Amsterdam (NL) 

Vortex Mixer VM-300    neoLab, Heidelberg 

Zentrifuge Rotanta 460 R    Hettich, Tuttlingen 

Zytometer FACSCalibur    Becton Dickinson, Heidelberg 

 

3.1.2 Verbrauchsmaterialien 
 

Dialysekassetten Slide-A-Lyzer 3.5K  Thermo Scientific, Rockford, IL (US) 

FACS-Röhrchen, 5 ml, Rundboden   BD Biosciences, Bedford, MA (US) 

Injektionsspritzen Plastipak, 1 ml (26G x 1/2”) BD Labware, Franklin Lakes, NJ (US) 

Kulturschalen, 100/15 mm und 145/20 mm  Greiner bio-one, Kremsmünster (AT) 

Pipetten Falcon, verschiedene Größen  BD Labware, Franklin Lakes, NJ (US) 

Pipettenspitzen, PP, verschiedene Größen  Sarstedt, Nümbrecht 

Reagiergefäße Multiply-Pro 0,2 ml, PP (PCR) Sarstedt, Nümbrecht 

Reagiergefäße Safe-Lock Tubes 0,5 ml, PP  Eppendorf, Hamburg 



37 
 

Reagiergefäße Safe-Lock Tubes 1,5 ml, PP  Eppendorf, Hamburg 

Röhre Blue Max 50 ml PP Conical Tube  BD Labware, Franklin Lakes, NJ (US) 

Röhre Cellstar PP-Test Tube 15 ml   Greiner bio-one, Kremsmünster (AT) 

Röhre Conical Centrifuge Tube PP 200 ml  Nalge Nunc, Rochester, NY (US)  

Spritzen Luer Solo 2 ml und 5 ml   Braun, Melsungen 

Stericup 0.22 µm Express Plus Membrane 150 ml Millipore, Billerica, MA (US) 

Zellsieb Falcon Cell Strainer, 70 µm, Nylon  BD Biosciences, Bedford, MA (US) 

 

3.1.3 Mausstämme 
 

BALB/c Wildtyp     UKE Hamburg 

C57BL/6 Wildtyp     UKE Hamburg 

 

3.1.4 Zelllinien 
 

DC27.10 Hybridom 

(untransfiziert, transfiziert [NOD #22])  B. Fleischer, BNI, Hamburg 

MD27 BALB/c Hybridom    M. Neumaier, UKE, Hamburg 

 

3.1.5 Antikörper 
 

Esel α Maus IgG (H+L) F(ab‘)2 PE   Dianova, Hamburg 

Esel α Ratte IgG (H+L) FITC   Dianova, Hamburg 

Esel α Ratte IgG (H+L) F(ab‘)2 PE   Dianova, Hamburg 

Hamster α Maus CD3e APC    BD Pharmingen, Heidelberg 

Hamster α Maus CD3e PE    BD Pharmingen, Heidelberg 

Lama α Maus ART2.2 sdAb (s+16a), biotinyliert Inst. f. Immunologie, UKE, Hamburg 

Maus α Dextran FITC (clone DX1)   Stemcell Technologies, Vancouver (CA) 

Maus α etheno-Adenosin 1G4 #5, HyÜ  Inst. f. Immunologie, UKE, Hamburg 

Maus CD4 (L3T4) MicroBeads
®
 (SPIO)  Miltenyi Biotec, Auburn, CA (US) 

Maus CD8a (Ly-2) MicroBeads
®
 (SPIO)  Miltenyi Biotec, Auburn, CA (US) 
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Ratte α hART4 R13 B63, IgG2aK, HyÜ  Inst. f. Immunologie, UKE, Hamburg 

Ratte α Maus ART2.2 R8 A102   Jackson Laboratory, Bar Harbor, ME (US) 

Ratte α Maus ART2.2 R8 A102, biotinyliert  Inst. f. Immunologie, UKE, Hamburg 

Ratte α Maus ART2.2 R8 A102, IgG2a, HyÜ Inst. f. Immunologie, UKE, Hamburg 

Ratte α Maus CD4 FITC    BD Pharmingen, Heidelberg 

Ratte α Maus CD8 FITC    BD Pharmingen, Heidelberg 

Streptavidin Alexa Fluor 633 conjugate  Molecular Probes, Eugene, OR (US) 

Streptavidin FITC     GE Healthcare, Chalfont St Giles (GB) 

Streptavidin MicroBeads
®

 (SPIO)   Miltenyi Biotec, Auburn, CA (US) 

Ziege α Maus IgG MicroBeads
®
 (SPIO)  Miltenyi Biotec, Auburn, CA (US) 

Ziege α Ratte IgG MicroBeads
®
 (SPIO)  Miltenyi Biotec, Auburn, CA (US) 

 

3.1.6 Chemikalien, Sonstiges 
 

Acrylamid 29:1     Bio-Rad, Hercules, CA (US) 

Agarose      Sigma, St. Louis, MO (US) 

Ammoniumperoxydisulfat (APS)   Sigma, St. Louis, MO (US) 

Aqua ad iniectabilia     Baxter, Lessines (BE) 

Ethanol 99%, vergällt mit 1% MEK   Walter-CMP, Kiel 

Glycidether      Serva, Heidelberg 

Heparin-Natrium Braun „Multi“ 10.000 I.E./ml Braun, Melsungen 

Hoechst 33342     Boehringer, Mannheim 

Nicotinamid-1,N
6
-Ethenoadenindinucleotid  Sigma, St. Louis, MO (US) 

Phosphate Buffered Saline (PBS)   GibcoBRL, Karlsruhe 

Propidiumiodid     Pharmingen, Hamburg 

Tetramethylethylendiamin (TEMED)  Bio-Rad, Hercules, CA (US) 

Ultramount, Permanent Mounting Medium  DakoCytomation, Glostrup (DK) 
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3.1.7 Medien und Lösungen 

 

3.1.7.1 Zellkulturmedium 
 

Die Zellkultivierung erfolgte in einem Komplettmedium, bestehend aus RPMI 1640 unter 

Zusatz von steril filtriertem 10% FCS, 1% Natriumpyruvat, 1% L-Glutamin und 0,1% 

Gentamicin. 

Fötales Kälberserum (FCS)    Biochrom, Berlin 

Gentamicin 50 mg/ml     GibcoBRL, Karlsruhe 

L-Glutamin 200 mM     GibcoBRL, Karlsruhe 

Natriumpyruvat 100 mM    GibcoBRL, Karlsruhe 

RPMI 1640      GibcoBRL, Karlsruhe 

 

3.1.7.2 Erythrozytolysepuffer 
 

8,29 g NH4Cl / 1,0 g KHCO3 / 0,037 g EDTA in 1 Liter H2O (dest.) mit anschließendem 

Autoklavieren. 

 

3.1.7.3 Puffer für die Atomabsorptionsspektrometrie 
 

Matrixlösung:  1% Triton X-100 / 0,09% HNO3 in 1 Liter H2O 

Eisenstandard:  100 µg Fe/l 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



40 
 

3.2 Methoden 

 

3.2.1 Zellbiologische Methoden 

 

3.2.1.1 Kultivierung und Ernte von Lymphomzellen 
 

Die verwendeten Lymphomzelllinien DC27.10 und MD27 wurden unter sterilen Bedingungen 

in Komplettmedium kultiviert. Dieser Vorgang erfolgte, wenn die Suspension zu 70 bis 80% 

konfluent war, also nach jeweils zwei bis drei Tagen. Kulturen zum Heranzüchten großer 

Zellzahlen wurden mit einer 1:10- bis 1:20-Verdünnung in 145-mm-Petrischalen, Erhaltungs-

kulturen hingegen in der Regel mit einer 1:30-Verdünnung in 100-mm-Petrischalen angelegt. 

Die vorgelegten Volumina an Komplettmedium betrugen bei 145-mm-Schalen je 20 ml und 

bei 100-mm-Schalen je 10 ml. Die Zellen wurden schließlich in einem Brutschrank bei 37°C 

und 5% CO2 inkubiert. 

Für die Experimente wurden je nach erforderlicher Zellzahl mehrere 145-mm-Petrischalen 

mit der benötigten Zelllinie geerntet. Dazu wurde nach gründlicher Resuspension das in den 

Schalen enthaltene Volumen in 200-ml-Zentrifugiergefäße überführt. Letztere boten Platz für 

bis zu acht Schalen, was der häufig verwendeten Zellzahl von 1-1,5 x 10
8
 entspricht. Für die 

Zellzählung wurde eine 1:10-Verdünnung aus 10 µl der gewonnenen Zellsuspension und 90 

µl aq. dest. hergestellt. Die Zellzahlbestimmung erfolgte in einer Neubauer-Zählkammer mit 

10 µl der erwähnten Verdünnung unter dem Lichtmikroskop. Aus den hierbei ermittelten 

Zellen n (Mittelwert aus vier ausgezählten Großquadraten) ergab sich die Gesamtzellzahl wie 

folgt: 

n x 10
5
 x Gesamtvolumen der geernteten Zellsuspension (in ml) 

Rechnerisch wurde nun das Volumen mit der für den Versuch benötigten genauen Zellzahl 

bestimmt und dieses dann in ein weiteres 200-ml-Gefäß übertragen. Letzteres wurde für 10 

Minuten bei 4°C und 1100 rpm zentrifugiert. Nach Abgießen des Überstandes verblieb am 

Boden des Behälters ein Zellpellet, welches zu gleichen Teilen auf die benötigte Anzahl von 

Ansätzen verteilt wurde. 
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3.2.1.2 Präparation primärer muriner Lymphozyten aus Lymphknoten und Milz 
 

Mäuse unterschiedlichen Alters wurden mit einem Gasgemisch bestehend aus 70% CO2 und 

30% O2 betäubt und anschließend mit 100% CO2 getötet. Darauf folgte die Desinfektion der 

Tiere im Ethanolbad sowie deren Aufspannung auf einem Styroporblock. Nach Entnahme des 

Blutes (vgl. 3.2.1.3) wurden die zervikalen, axillären, inguinalen, paraaortalen und mesen-

terialen Lymphknoten sowie die Milz präpariert. Die entnommenen Gewebe wurden in einem 

Zellsieb mit 70 µm Maschenweite platziert, welches sich in einer mit RPMI (10% FCS) 

gefüllten 10-mm-Petrischale befand. Die Temperatur des Mediums wurde konstant auf 4°C 

gehalten. Mit einem Spritzenstempel wurden die Lymphozyten aus dem Zellverband gelöst 

und durch die Maschen des Siebes in das Kulturmedium gedrückt, während das Bindegewebe 

im Zellsieb zurückblieb. 

Die Zellen aus den Lymphknoten wurden mehrfach bei 4°C gewaschen, in PBS -/- (10% 

FCS) aufgenommen, in der Neubauer-Zählkammer gezählt und anschließend für die Versuche 

verwendet. 

Die Zellen aus der Milz wurden einmal gewaschen, nach Zentrifugation abgegossen und mit 3 

ml Erythrozytolysepuffer (vgl. 3.1.7.2) versetzt für 3 Minuten bei 4°C inkubiert. Durch dieses 

Procedere konnten die Erythrozyten aus der Zellsuspension durch osmotische Lyse entfernt 

werden. Anschließend erfolgten ein zweimaliges Waschen und die Aufnahme der Zellen in 

PBS -/- (10% FCS) wie auch deren Auszählung. 

 

3.2.1.3 Gewinnung von Blutplasma und primärer Blutlymphozyten 
 

Unmittelbar nach der Tötung der Tiere wurde zunächst der Brustkorb und danach das Herz 

durch Schnittinzision eröffnet. Mit einer Heparin-gespülten 2-ml-Spritze wurde das austre-

tende Blut aufgezogen und anschließend in einem auf Eis gelagerten 1,5-ml-Reagiergefäß 

verwahrt, welches zuvor ebenfalls mit Heparin gespült wurde. Das auf diese Art und Weise 

gewonnene Blutvolumen betrug pro Tier etwa 1 ml. 

Die Gefäße wurden für 5 Minuten bei 5000g zentrifugiert, wobei sich die korpuskulären 

Blutbestandteile auf dem Gefäßboden absetzten und das Plasma im Überstand verblieb. 

Letzteres wurde sodann mit größtmöglicher Sorgfalt mit einer Pipette abgezogen und in 

separaten Gefäßen verwahrt. 
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Die Blutzellen wurden dreimal mit je 1 ml RPMI 1640 (10% FCS) gewaschen, wobei der 

Überstand des Zellkulturmediums nach jeder Zentrifugation komplett abgezogen und 

verworfen wurde. Diese Maßnahme sollte sicherstellen, dass verbliebene Reste des Blut-

plasmas, das potenziell noch den zuvor injizierten Antikörper enthalten könnte, durch 

Verdünnung größtenteils eliminiert werden. 

Für die letzliche Verwendung wurden die zellulären Bestandteile des Blutes nochmals mit 1 

ml RPMI 1640 (10% FCS) aufgefüllt und darin gut resuspendiert. Die auch hier erforderliche 

Erythrozytolyse erfolgte jedoch bei jeder Probe im Gegensatz zu den Milzzellen erst unmittel-

bar nach der ersten Antikörperinkubation. Hierzu wurde nach Ablauf der Zeit je 1 ml des 

Erythrozytolysepuffers für 3 Minuten zu den Blutproben gegeben, welche anschließend 

zweimal mit je 3 ml PBS (10% FCS) gewaschen wurden. 

 

3.2.2 Immunologische Methoden 

 

3.2.2.1 Durchflusszytometrie (fluorescence-activated cell sorting; FACS)  

Die Durchflusszytometrie oder kurz FACS (fluorescence-activated cell sorting) dient der 

Analyse großer Zellmengen. Sie beruht auf der Tatsache, dass von einem Laserstrahl getrof-

fene Zellen optische Signale aussenden, welche von Photodetektoren gemessen werden 

können. Zur Analyse ist es notwendig, dass die Zellen – in einer Flüssigkeitssäule getragen – 

praktisch einzeln nacheinander durch eine schmale Kapillare gedrückt werden, in welcher sie 

auf einen Laserstrahl definierter Wellenlänge treffen. Einerseits erhält man dadurch aufgrund 

von Lichtstreuung und Lichtbeugung Informationen morphologischer Art über die Zelle, 

nämlich über ihre Größe, erkennbar im forward scatter FSC, und ihre Granularität, erkennbar 

im side scatter SSC. Andererseits besteht die Möglichkeit, Informationen über die Expression 

bestimmter Antigene auf der Zelloberfläche zu bekommen und die Zellen dahingehend zu 

klassifizieren. Dazu werden sie mit fluoreszenzgekoppelten monoklonalen Antikörpern 

markiert, die genau gegen diese Antigene gerichtet sind.  Anhand der Stärke des erhaltenen 

Fluoreszenzsignals im entsprechenden Kanal (im Rahmen dieser Arbeit meist PE, FITC und 

APC) lassen sich dann Rückschlüsse auf die Expressionsstärke des betreffenden Antigens 

ziehen. 

Die einzelnen zur Messung vorbereiteten FACS-Proben enthielten in der Regel eine Zellzahl 

von etwa 1 x 10
6
 bei einer tatsächlich gemessenen Zahl von 10.000 und einem Durchsatz (pro 
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Sekunde) von nicht mehr als 1.000 Zellen. Jeder Ansatz war mit 300 µl Flüssigkeit befüllt, 

ggf. durch zusätzliche Zugabe von PBS. Allen Ansätzen mit Zellkulturzellen wurde in der 

Regel 1 µl PI zugesetzt. Letzteres ist ein DNS-Farbstoff, welcher es im FACS erlaubt, tote 

Zellen oder solche mit verminderter Vitalität von der Analyse auszugrenzen. Das zugrunde 

liegende Prinzip besteht darin, dass die letztgenannten Zellen im Gegensatz zu lebenden eine 

erhöhte Membranpermeabilität aufweisen, so dass sich diese Substanz im Zellinneren 

ablagern kann, was als Ausschlusskriterium für die Analyse dient. Darüber hinaus besitzen 

lebende Zellen die Fähigkeit, die geringen Mengen des einmal eingedrungenen PI aktiv 

wieder hinauszubefördern, was apoptotische Zellen nicht können. Frisch präparierte murine 

Lymphozyten erhielten bei der FACS-Analyse keinen PI-Zusatz. 

Sowohl die FACS-Messung als auch die -Auswertung erfolgten mit der Geräte-spezifischen 

Software CellQuest Pro (Becton Dickinson, Heidelberg). 

 

3.2.2.2 Anfärbung von Zellen mit Antikörpern zur Untersuchung der ART2.2-Expression 

und -Aktivität 

 

3.2.2.2.1 Markierung von Zellen mit dem NIKA assay und MicroBeads
® 

 

Zum Nachweis der ART2.2-Expression, also des Zelloberflächenproteins selbst, stand ein 

ART2.2-spezifischer Antikörper aus der Ratte, der NIKA102, zur Verfügung. Hierzu wurden 

die Zellen aufeinander folgend mit 

1) dem Primärantikörper NIKA102 (R8 A102) 

2) einem SPIO-gekoppelten Sekundärantikörper (Ziege α Ratte IgG-SPIO) 

inkubiert (Abb. 7, A). 

Dazu waren die folgenden Arbeitsschritte nötig: Das Volumen der vorbereiteten Zellsuspen-

sionen in jedem Ansatz betrug 100 µl, welche mit je 100 µl des NIKA102-Antikörpers 

versetzt und für 30 Minuten bei 4°C inkubiert wurden. Die Zellen wurden anschließend 

zweimal gewaschen. 

Bei allen in-vitro-Versuchen, in denen Zellen im MRT analysiert wurden, erfolgte eine paral-

lele Untersuchung von Aliquots dieser Zellen im FACS, um später einen Vergleich der Daten 

der beiden genannten Verfahren anstellen zu können. Diese Aliquots wurden an dieser Stelle 

des Markierungsprozesses abgenommen, d. h. zum Zeitpunkt der abgeschlossenen NIKA102-
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Markierung. Dazu wurden die einzelnen Proben, die bei MRT-Messungen in der Regel eine 

Zellzahl von je 3 x 10
7
 enthielten, mit 3 ml PBS aufgefüllt und von dieser Suspension wieder-

um 100 µl für die Durchflusszytometrie abgenommen. Letztere Ansätze wurden sodann mit 1 

µl eines fluoreszenzgekoppelten α Ratte IgG-Antikörpers (meist α Ratte IgG-PE) für 30 

Minuten bei 4°C inkubiert. Nach zweimaligem Waschen und Zentrifugieren für 5 Minuten bei 

1100 rpm und 4°C wurde jede FACS-Probe mit weiteren 200 µl PBS (für ein ausreichendes 

Messvolumen) sowie 1 µl PI versehen. 

Die Ansätze für die MRT-Untersuchungen wurden, wo nötig, durch Zentrifugation und 

Abgießen wieder auf 100-200 µl Volumen reduziert. Hierzu wurden – in Abhängigkeit von 

der Zellzahl – zwischen 20 und 60 µl der mit einem Antikörper konjugierten MicroBeads
®
 

(Ziege α Ratte IgG-SPIO) gegeben. Die genauen Volumina der SPIO-Lösung sind am Ort des 

jeweiligen Versuchs angegeben. Die Inkubationszeit betrug 15 Minuten bei 4°C mit nach-

folgendem dreimaligem Waschen und Zentrifugieren für 5 Minuten bei 1100 rpm und 4°C. 

Das nach dem Abgießen verbleibende Volumen von 100 µl pro Ansatz wurde mit je 200 µl 

2%-PFA-Lösung (in PBS +/+) zur Fixierung der Zellen versetzt. Die Einwirkzeit betrug 15 

Minuten, wonach die Zellen abermals gewaschen wurden. Die so erhaltenen Zellsuspensionen 

wurden danach auf Gelphantome aufgebracht. 

 

3.2.2.2.2 Markierung von Zellen mit dem 1G4 assay und MicroBeads
®
 

 

Zum Nachweis der ART2.2-Aktivität, also etheno-NAD-ribosylierter Zelloberflächenproteine, 

stand ein etheno-NAD-spezifischer Antikörper aus der Maus, der 1G4-mAb, zur Verfügung. 

Zur Markierung der Zellen wurden diese aufeinander folgend mit 

1) etheno-NAD 

2) dem murinen Primärantikörper 1G4 

3) einem SPIO-gekoppelten Sekundärantikörper (Ziege α Maus IgG-SPIO) 

inkubiert (Abb. 7, B). 

Dazu waren die folgenden Arbeitsschritte nötig: Das Volumen der vorbereiteten Zellsuspen-

sionen in jedem Ansatz betrug 100 µl, zu welchen weitere 100 µl einer etheno-NAD-Lösung 

definierter Molarität gegeben wurden, die aus einer 10-mM-Stocklösung durch Verdünnung 

hergestellt wurde. Nach einer Inkubationszeit von 10 Minuten bei 4°C wurden die Zellen mit 

2 ml PBS pro Ansatz jeweils zweimal gewaschen und zentrifugiert (5 Minuten, 1100 rpm, 

4°C). Die Überstände nach dem Zentrifugieren wurden abgegossen und verworfen, so dass 
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ein Restvolumen von ca. 100 µl in den Ansatzgefäßen verblieb. Nach gründlicher Resuspen-

sion wurden die Ansätze anschließend mit je 100 µl 1G4-Hybridomüberstand versetzt und für 

30 Minuten bei 4°C inkubiert, gefolgt von zweimaligem Waschen wie eben beschrieben. 

Die weiteren Arbeitsschritte zur Markierung der Zellen mit dem Antikörper-SPIO-Konjugat 

Ziege α Maus IgG-SPIO sowie zur Vorbereitung der Proben zur durchflusszytometrischen 

und magnetresonanztomographischen Analyse entsprechen denen im vorausgehenden 

Kapitel. 

 

 

Abb. 7: ART2.2-spezifische SPIO-Markierung von T-Lymphozyten. (A) NIKA assay: Die SPIO-

Markierung des Enzyms ART2.2 erfolgt über den ART2.2-spezifischen mAb NIKA102 und ein gegen 

diesen gerichtetes α Ratte IgG-SPIO-Konjugat. (B) 1G4 assay: Die SPIO-Markierung etheno-ADP-

ribosylierter Proteine erfolgt über den etheno-NAD-spezifischen mAb 1G4 und ein gegen diesen 

gerichtetes α Maus IgG-SPIO-Konjugat. 

 

3.2.3 Verfahren zur Aufbereitung von Zellen für die Mikroskopie 

 

3.2.3.1 Immunfluoreszenzmikroskopie 
 

Für die Immunfluoreszenzmikroskopie wurden eine Positiv- und eine Negativkontrolle mit je 

3x10
6
 ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen vorbereitet, welche sequenziell mit den folgen-

den vier Schritten behandelt wurden. 

1) Die Positivkontrolle wurde mit 100 µl einer etheno-NAD-Lösung mit einer Konzen-

tration von 10 µM inkubiert, der Negativkontrolle wurden lediglich 100 µl PBS (-/-) 
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zugesetzt. Die Inkubationszeit betrug 10 Minuten bei 4°C. Alle nachfolgenden Schritte 

gelten für beide Proben gleichermaßen. 

2) Es erfolgte nun eine Inkubation mit 150 µl des Primärantikörpers 1G4 in Form des 

Hybridomüberstandes für 30 Minuten bei 4°C. 

3) Hiernach wurden die Ansätze mit je 20 µl des α Maus-IgG-SPIO-Konjugats für 15 

Minuten bei 4°C versetzt. 

4) Letztlich erfolgte die Anfärbung der Zellen mit je 20 µl α Dextran-FITC für 20 

Minuten bei 4°C. 

Zwischen allen oben genannten Schritten wurden die Zellen zweimal mit je 2 ml PBS 

gewaschen und zentrifugiert. 

Danach wurde die Gegenfärbung der Zellkerne mit Hoechst 33342 vorgenommen, von 

welchem jeder Probe 1 ml einer 1:5000-Verdünnung zugesetzt wurde. Nach einer Inkuba-

tionszeit von 10 Minuten bei Raumtemperatur wurden die Zellen zweimal gewaschen und mit 

je 200 µl 2% PFA in PBS (+/+) fixiert. 

Mit einer Zytospin-Zentrifuge wurden je 5x10
5
 Zellen der beiden Proben für 5 Minuten unter 

Flüssigkeitsentzug auf einen Objektträger aufgebracht und mit permanent mounting medium 

eingedeckelt. Anschließend wurden sie mit einem konfokalen Mikroskop mit 100x Öl-

Immersions-Objektiv (numerische Apertur 1,25) dargestellt und mit der Geräte-spezifischen 

Software AxioVision analysiert. 

 

3.2.3.2 Transmissionselektronenmikroskopie (TEM) 
 

Mithilfe des Verfahrens der TEM wurden ART2.2-transfizierte DC27.10-Lymphomzellen 

analysiert, die zuvor entweder mit dem NIKA assay oder mit dem 1G4 assay (vgl. 4.1.6) 

behandelt und anschließend mit SPIO markiert sowie mit 2,5% Glutardialdehyd vorfixiert 

wurden. Nach mehrmaligem Waschen der Zellen wurden diese zur Nachfixierung mit 

gepuffertem Osmiumtetroxid (1% Osmiumtetroxidin, 0,1M Phosphat-Saccharose-Puffer) für 

eine Stunde behandelt. Anschließend erfolgte eine Dehydrierung der Zellpellets in einer 

aufsteigenden Ethanolreihe (35% – 70%), wonach das Zellsediment mit einem Tropfen 

erwärmten und flüssigen Agars (2%) versetzt, vermischt und zentrifugiert wurde. Die Zellen 

wurden nach dem Erkalten des Agars nun als Block aus dem Reagiergefäß genommen und in 

weiteren Schritten mit Ethanol (96%, 100%) dehydriert. Nach Spülung mit Propylenoxid für 

15 Minuten und Behandlung mit einem Glycidether/Propylenoxid-Gemisch für vier Stunden 
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wurden die Proben in Glycidether eingebettet und bei 60°C über Nacht ausgehärtet. Mit 

einem Mikrotom (Sorvall Porter-Blum MT2-B; Norwalk, CT [US]) wurden Semidünnschnitte 

und Feinschnitte angefertigt, welche mit dem Transmissionselektronenmikroskop (Philips 

CM 100; Philips Inc., Amsterdam [NL]) bei 80 kV untersucht wurden. Die Bilder wurden mit 

einer an das Transmissionselektronenmikroskop angeschlossenen Kamera (Modell 794; Gatan 

Inc., Pleasanton, CA [US]) aufgenommen. 

 

3.2.4 Spezielle Verfahren 

 

3.2.4.1 Herstellung und Befüllung von Gelphantomen 
 

Für die Gelphantome der in-vitro-Zellversuche im MRT kamen 0,2-ml-PCR-Gefäße zum 

Einsatz. Zu beachten ist hierbei, dass diese bei randvoller Befüllung ein Gesamtvolumen von 

330 µl fassen. Die Gefäße wurden mit einem Standardvolumen von 160 µl einer Acrylamid-

lösung beschickt, welche nach wenigen Minuten polymerisiert, dabei in Gelform erhärtet und 

somit eine plane Schicht für die Sedimentation fixierter Zellen aus einer Zellsuspension dar-

stellt. Die Lösung wurde aus folgenden Komponenten hergestellt: 

 1,7 ml  Acrylamid (Acrylamid/Bisacrylamid-Verhältnis 29:1) 

 3,3 ml Aqua destillata 

 25 µl Ammoniumpersulfatlösung (APS) 10% 

 10 µl Tetramethylethylendiamin (TEMED) 

Alle vier Komponenten wurden in dieser Reihenfolge in eine 15-ml-Röhre gegeben und 

anschließend gut durchmischt. Hiernach wurden die PCR-Röhrchen mit 160 µl befüllt und 

anschließend sofort mit 60 µl Ethanol überschichtet, um eine Meniskusbildung auf der Gel-

oberfläche während der Aushärtungsphase zu verhindern. 

Die befüllten Gefäße wurden für ca. 10 Minuten bei Zimmertemperatur ruhen gelassen, erst 

dann verschlossen und bei 4°C bis zur baldigen Verwendung gelagert. Diese Zeit des Abwar-

tens der Polymerisation vor dem Verschluss erwies sich als vorteilhaft, um das durch das 

ruckartige Einrasten des Gefäßdeckels mögliche Vordringen von Ethanol zwischen innerer 

Gefäßwand und Acrylamidlösung zu verhindern – ein Umstand, der bei Probefüllungen der 

Gefäße bereits dazu führte, dass nach Abgießen des Ethanols und Zugabe einer Zell-

suspension diese in den Raum um das Gelbett herum eindrang. 
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Die Zellsuspensionen wurden auf die Gelphantome pipettiert, nachdem die Ethanolüber-

schichtung abgezogen wurde. Anschließend wurden die Gefäße mit PBS (-/-) aufgefüllt bis 

sie randvoll waren und danach verschlossen. Etwaige größere Lufteinschlüsse in der Flüssig-

keit mussten durch Nachpipettieren, kleinere Lufteinschlüsse hingegen durch bloßes Beklop-

fen der Gefäße beseitigt werden, um eine bestmögliche und artefaktfreie Darstellung im MRT 

zu ermöglichen. Aus dem gleichen Grund wurden die frisch befüllten Gelphantome bis zur 

vollständigen Sedimentation der Zellen mindestens 12 Stunden vor der ersten Messung ruhen 

gelassen. 

 

3.2.4.2 Atomabsorptionsspektrometrie (AAS) 
 

Die Atomabsorptionsspektrometrie ist ein Verfahren zur selektiven Bestimmung der Konzen-

tration von Metallen und Halbmetallen in (Flüssigkeits-) Proben. Das Funktionsprinzip dieser 

Methode beruht auf der Tatsache, dass Licht einer definierten Wellenlänge von Atomen eines 

spezifischen Metalls in einem Strahlengang absorbiert werden kann, was zu einer Abschwä-

chung des Lichtstrahls führt. Diese wird gemessen und mit der Intensität eines nicht abge-

schwächten Lichtstrahls verglichen. Entsprechend dem Lambert-Beer’schen Gesetz, welches 

hier prinzipiell mit kleinen Einschränkungen gilt, kann aus den beiden so ermittelten Werten 

die Konzentration der Substanz bestimmt werden, welche bei dieser Untersuchung das 

Element Eisen ist. 

Technisch wird das Verfahren derart umgesetzt, dass als Strahlungsquelle eine Hohlkathoden-

lampe verwendet wird, die unter anderem das zu analysierende Element enthält. Durch 

Anlegen einer Hochspannung können in der Lampe enthaltene Edelgasatome ionisiert 

werden, welche wiederum aus der Kathode Metallatome herauslösen. Letztere emittieren in 

ihrem Exzitationszustand Licht der für das Element charakterischen Wellenlänge, das in den 

Strahlengang des Spektrometers eintritt. Dieser besteht im vorliegenden Fall aus einem 

Graphitröhrchen, das mit der zu analysierenden flüssigen Probe beladen wurde. Nach 

Vaporisation und Atomisierung derselben im Röhrchen durch Applikation sehr hoher 

Temperaturen treffen die durchtretenden Lichtstrahlen hinter dem Strahlengang auf eine 

Einheit, welche die spezifische Wellenlänge für das Element herausfiltert. Wellenlängen 

anderer in der Hohlkathodenlampe exzitierter Metallatome werden nicht berücksichtigt. Die 

Energie der wellenlängenspezifischen Lichtstrahlen wird in einer Detektionseinheit 

quantifiziert, das Signal verstärkt, verarbeitet und in Form einer Flüssigkeitskonzentration 

ausgegeben (Abb. 8). 
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Abb. 8: Technisches Prinzip der Atomabsorptionsspektrometrie. Licht einer definierten Wellen-
länge wird von Atomen eines spezifischen Metalls absorbiert. Dies führt zu einer Abschwächung des 
Lichtstrahls, dessen Intensität mit der eines nicht abgeschwächten Lichtstrahls verglichen wird. Das 
daraus resultierende Messsignal wird in eine Konzentration umgerechnet. 

 

Im Rahmen der hier durchgeführten Versuchsreihe wurden markierte und fixierte ART2.2-

transfizierte Lymphomzellen des Typs DC27.10 mittels AAS analysiert. Acht Proben à 4x10
7
 

der genannten Zellen wurden mit einem 1G4 assay behandelt (zur etheno-NAD-Konzentra-

tion vgl. 4.2.6; je 300 µl 1G4-HyÜ; je 60 µl α Maus IgG-SPIO), wobei je 3x10
7
 Zellen für die 

MRT und je 1x10
7
 Zellen für die AAS bestimmt waren. Neben den markierten Zellen wurden 

auch deren Inkubationsüberstände und eine Negativkontrolle bestehend aus unbehandelten 

Zellen auf ihren Eisengehalt hin untersucht. 

Vor Beginn der eigentlichen Messung erfolgte die Erstellung einer Eichkurve. Dazu wurde 

eine Eisenstandardlösung mit einer Konzentration von 100 µg/l in vier verschiedenen Ver-

dünnungsstufen nacheinander vom Gerät in die Atomisiereinheit pipettiert und gemessen. 

Nachfolgend wurde die Eichkurve mit drei manuell pipettierten Proben definierter Konzen-

trationen abgeglichen. 

Sowohl die Zellen als auch die Überstände mussten vor der Analyse mit einer eisenfreien 

Matrixlösung in einen Konzentrationsbereich von 20-100 µg/l Eisen gebracht werden, da das 

verwendete Spektrometer nur in diesem Bereich verlässliche Ergebnisse liefert. Die hierzu 

erforderliche Verdünnungsstufe konnte abgeschätzt werden, weil die Konzentration der SPIO-

Stammlösung mit 67 µg/µl bereits im Voraus bekannt war. Die Pipettierung der Proben 

erfolgte vollautomatisch, jedoch wurde jede Zellprobe unmittelbar vor diesem Vorgang 

gründlich manuell resuspendiert, da die Zellen nach kurzer Zeit zur Sedimentation im 

Probengefäß neigten. Für die zellfreien Überstände erübrigte sich diese Maßnahme. Jede 

Probe wurde zweimal separat vorgelegt und je dreimal gemessen. Insgesamt ergaben sich 

somit sechs Messungen, aus denen der Mittelwert bestimmt wurde. Die tatsächlichen 
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Eisenkonzentrationen wurden aus den vom Spektrometer ermittelten Werten unter 

Berücksichtigung der Verdünnungsstufe errechnet. 

 

3.2.4.3 MRT-Messungen 
 

Die Messungen wurden am bereits genannten MR-Tomographen unter Verwendung einer 

speziell angefertigten Kleintierspule (Philips Research Laboratories, Hamburg) mit einem 

Durchmesser von 70 mm vorgenommen. Zur korrekten Platzierung der Gelphantome kam 

eine Haltevorrichtung zum Einsatz, die aus einem Plexiglasrohr gleichen Durchmessers 

bestand, in welchem auf einer Schiene sechs Bohrungen Platz für 0,35 ml PCR Eppendorf 

tubes boten (Abb. 9). Das an den Seiten verschlossene und oben eine Öffnung besitzende 

Rohr wurde fast randvoll mit Wasser (Zimmertemperatur) und etwas Flüssigseife befüllt, so 

dass die Gefäße komplett von Wasser umschlossen waren. Der Seifenzusatz erwies sich als 

nützlich, da er Luftblasenartefakte am Rand der Gefäße fast vollständig beseitigte. 

 

 

 

 

 

 

Abb. 9: Haltevorrichtung für Eppen-
dorf tubes zur MRT-Analyse. Das an 
den Seiten verschlossene und mit Was-
ser gefüllte Plexiglasrohr hat einen 
Durchmesser von 70 mm und besitzt 
eine Schiene mit Bohrungen, in die die 
Gefäße gesteckt werden. Gut erkennbar 
sind die auf dem Gelbett sedimentierten 
Zellschichten. 

  

Der bereits erwähnte und SPIO-bedingte Signalabfall lässt sich im MRT prinzipiell sowohl in 

T1- als auch in T2-gewichteten Sequenzen nachweisen, wobei er in letzteren wesentlich 

stärker ausfällt als in ersteren. Daher wurden im Rahmen dieser Arbeit in der Regel die 

folgenden T2-gewichteten Sequenzen durchgeführt, um die Nanopartikel besser detektieren 

zu können:  

1) Übersichts-/Planungsaufnahme 

2) statische T2-gewichtete Aufnahme coronar 
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3) statische T2-gewichtete Aufnahme transversal 

4) T2*-Relaxometrie transversal, dreischichtig 

5) T2-Relaxometrie transversal, dreischichtig 

Bei der Relaxometrie handelt es sich um die anhand der aufgenommenen Bilder rechnerische 

Bestimmung der tatsächlichen T1-, T2- und T2*-Relaxationszeiten sowie der Spindichte. Die 

hier für die Sequenzen 4) und 5) durchgeführten relaxometrischen Auswertungen erfolgten 

mit der Geräte-spezifischen Software Relaxfit 1.8. Hierzu dienten die transversalen Aufnah-

men der Gelphantome auf Höhe der Zellschichten. In diesen wurden manuell ROIs definiert, 

für welche anschließend rechnerisch gemittelte Relaxationswerte vom Programm ausgegeben 

wurden. Diese Werte stellen die Relaxationsraten dar und besitzen die Einheit l * mmol
-1

 * s
-1

. 

Im Folgenden wird lediglich die vereinfachte Einheit s
-1

 verwendet. Die Relaxationsraten 

verhalten sich umgekehrt proportional zur Relaxationszeit. Für SPIO, die einen beschleu-

nigten Signalabfall und verkürzte Relaxationszeiten aufweisen, bedeutet dies, dass sie 

gleichzeitig hohe Relaxationsraten haben. 

 

3.2.5 In-vivo-Injektionsversuche 

 

3.2.5.1 Subkutane Injektion von SPIO-markierten Zellen 
 

Für den subkutanen Injektionsversuch in C57/BL6-Mäuse wurden zunächst die zu injizieren-

den Zellen vorbereitet. Von den vier Proben à 9x10
7
 ART2.2-tranfizierter DC27.10-Lym-

phomzellen wurden drei einem 1G4 assay (jeweils mit 0,1; 1 und 10 µM etheno-NAD) mit 

nachfolgender SPIO-Markierung unterzogen, während die Zellen der verbleibenden Probe 

unbehandelt gelassen wurden. Das Volumen jeder Probe wurde anschließend auf 450 µl 

reduziert. 

Die Mäuse wurden durch eine intraperitoneale Injektion mit 70 µl einer Mischung aus 

Ketamin/Xylazin/PBS (Verhältnis 1 : 0,8 : 1) narkotisiert. Jedes der vier Tiere wurde separat 

injiziert und im MRT gemessen. 

Unmittelbar vor der Injektion der markierten Zellen bzw. der SPIO-Lösung wurde mit 

Agarose in Pulverform und warmem Wasser eine 0,4%-Agaroselösung hergestellt. 450 µl 

dieser Lösung wurden mit demselben Volumen der bereits erwähnten und vorbereiteten 

Zellen vermischt, so dass nun 900 µl einer 0,2%-Agarose-Zellsuspension vorlagen. Von 

dieser wurden 500 µl in die linke Flanke des Tieres injiziert. Das verbleibende Volumen 
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wurde in ein PCR-Gefäß zur parallelen in-vitro-Kontrolle überführt. Gleichermaßen wurde 

mit den freien SPIO verfahren. Hier lag ein Gemisch aus PBS und einer SPIO-Lösung 

definierter Konzentration mit einem Volumen von 450 µl vor (zu den Details vgl. 4.3). 

Letzteres wurde mit demselben Volumen der Agaroselösung vermischt. 500 µl dieser nun 

0,2%-Agarose-SPIO-Lösung wurden dem Tier in die rechte Flanke injiziert, während das 

verbleibende Volumen wiederum als Kontrolle in einem PCR-Gefäß verwahrt wurde. 

Anschließend wurde das narkotisierte Tier mit den aushärtenden Gelpellets in einer Kleintier-

Solenoidspule (Philips Forschungslabor, Hamburg) platziert und im MRT analysiert. 

 

3.2.5.2 Intravenöse Injektion von ART2.2-Antikörpern und SPIO-Konjugaten 
 

Die intravenösen Injektionsversuche folgten bis auf eine Ausnahme (4.4.4) immer demselben 

Schema: Es wurden zwei verschiedene definierte Mengen (gering, hoch) der relevanten 

Substanz injiziert, und die Tiere wurden zu zwei verschiedenen Zeitpunkten (1h, 24h) nach 

der Injektion betäubt und getötet. Dafür wurden vier Tiere benötigt. Ein fünftes Tier, und 

zwar die Milzlymphozyten desselben, war für die Überprüfung der Plasmaproben der ersten 

vier erforderlich. Drei der Tiere wurden folglich am Tag der Injektion, die verbleibenden 

beiden Tiere am Tag darauf analysiert. Das Procedere zum Aufbereiten der verschiedenen 

Gewebe ist in den Abschnitten 3.2.1.2 und 3.2.1.3 beschrieben. 

Die aufgereinigten Milzlymphozyten der fünften Maus wurden nach ihrer Verwendung in 

RPMI 1640 (10% FCS) bei 4°C bis zum nächsten Tag gelagert, um auch die Plasmaproben 

der beiden Tiere am Folgetag untersuchen zu können. 

Im Fall der injizierten SPIO-Konjugate wurde die benötigte Menge am Tag vor dem Versuch 

in eine Dialysekassette (Slide-A-Lyzer) gefüllt, welche auf einem Magnetrührer über Nacht 

bei 4°C in einem mit 2 Litern PBS gefüllten Gefäß rotierte. Auf diese Weise konnten dem 

Konjugat zugesetzte und zur Injektion in lebende Organismen nicht geeignete Substanzen wie 

beispielsweise toxisches Natriumazid aus der Lösung entfernt werden. Die biotinylierten 

Antikörper wurden hingegen nicht dialysiert, da sie keine derartigen Zusatzstoffe enthielten. 

Die Injektionen erfolgten in der Regel als 200-µl-Bolus in eine Schwanzvene, wobei das 

Differenzvolumen zum Erreichen des genannten Betrags in Fom von PBS (-/-) aufgefüllt 

wurde. 
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4 Ergebnisse 

Der Ergebnisteil dieser Arbeit besteht aus vier Abschnitten. 

Im ersten Teil erfolgt der Nachweis und die Detektion der ART2.2 und zellgebundener Anti-

körper-SPIO-Konjugate auf verschiedenen Lymphomzelllinien mittels Durchflusszytometrie, 

Immunfluoreszenzmikroskopie und Elektronenmikroskopie. 

Der zweite Teil befasst sich mit der qualitativen und quantitativen in-vitro-Charakterisierung 

SPIO-markierter Zellen in Gelphantomen mittels MRT. Außerdem wurden die quantitativen 

MR-Relaxometrien mit der durch die Atomabsorptionsspektrometrie bestimmten absoluten 

Eisenmenge sowie den Ergebnissen der Durchflusszytometrie verglichen. 

Im dritten Teil erfolgt eine qualitative und quantitative in-vivo-MRT-Analyse von subkutan in 

Mäuse injizierten SPIO-markierten Lymphomzellen. 

Der vierte Abschnitt beschäftigt sich schließlich mit intravenösen Injektionen von konventio-

nellen Antikörpern und Antikörper-SPIO-Konjugaten, um deren Anreicherung in verschie-

denen lymphatischen Geweben der Maus für spätere MRT-Untersuchungen zu analysieren 

und mit Schwere-Ketten-Antikörpern zu vergleichen. 

 

4.1 Nachweis und Detektion von SPIO auf der Zelloberfläche 

 

4.1.1 Nachweis der ART2.2-Expression 
 

Für alle im Abschnitt 4.2 durchgeführten in-vitro-Versuche wurden die in unserem Labor 

etablierten murinen Lymphomzelllinien DC27.10 und MD27 verwendet. Von ersteren existie-

ren zwei Varianten: zum einen untransfizierte DC27.10-Zellen, welche keine ART2.2 expri-

mieren, und zum anderen stabil mit ART2.2 transfizierte DC27.10-Zellen, welche eine hohe 

ART2.2-Expression aufweisen. Die endogen ART2.2-exprimierenden MD27-Zellen nehmen 

im Hinblick auf die Expressionsstärke der ART2.2 eine Mittelstellung zwischen den beiden 

vorgenannten Zelllinien ein. 

Zur genaueren qualitativen und quantitativen Charakterisierung wurden diese drei Zelllinien 

auf ihr ART2.2-Expressionsniveau in der Durchflusszytometrie untersucht. Hierfür wurden 

die Zellen mit dem ART2.2-spezifischen Hybridomüberstand des Ratten-mAb R8 A102 
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(NIKA 102) inkubiert und mit dem Fluorochrom-gekoppelten Sekundärantikörper α Ratte 

IgG-PE angefärbt. 

 

Abb. 10: Nachweis der ART2.2-Expression mit dem monoklonalen Antikörper NIKA102 auf 
murinen Lymphomzellen. Untransfizierte und ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen sowie endogen 
ART2.2-exprimierende MD27-Zellen wurden für 30 Minuten bei 4°C mit dem ART2.2-spezifischen 
mAb R8 A102 (NIKA 102) inkubiert, mit dem Sekundärantikörper-Fluorochrom-Konjugat α rt IgG-PE 
angefärbt und im FACS untersucht (weiß: Kontrolle [nicht angefärbte Zellen], grau: untersuchte Zell-
linie). Tote Zellen wurden durch die Anfärbung mit Propidiumiodid ausgegrenzt. 

 

In der Durchflusszytometrie (Abb. 10) zeigte sich eine hohe Fluoreszenzintensität und dem-

nach ein hohes ART2.2-Expressionsniveau der transfizierten DC27.10-Zellen. MD27-Zellen 

hingegen exprimieren das Enzym nur mittelstark, und auf untransfizierten DC27.10-Zellen 

lässt es sich nicht nachweisen. 

 

4.1.2 Nachweis der ART2.2-Aktivität 
 

Analog zur Bestimmung der ART2.2-Expression wurden untransfizierte DC27.10-Zellen, 

ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen und MD27-Zellen verwendet, um das Niveau ihrer 

ART2.2-Aktivität zu ermitteln. Dazu wurden die Zellen nacheinander mit dem Substrat 

etheno-NAD, 1G4-Hybridomüberstand und α Maus IgG-PE als Sekundärantikörper inkubiert. 

Die anschließende FACS-Analyse (Abb. 11) zeigt, dass selbst bei einer geringen etheno-

NAD-Konzentration (625 nM) eine deutliche Zelloberflächen-ADP-Ribosylierung der 

endogen ART2.2 exprimierenden MD27- sowie der ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen 

nachgewiesen werden kann. Bei untransfizierten DC27.10-Zellen konnte keine ART2.2-

Aktivität nachgewiesen werden, was durch die fehlende ART2.2-Expression erklärt werden 

kann. 
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Abb. 11: Nachweis der ART2.2-Aktivität mithilfe des monoklonalen Antikörpers 1G4 auf muri-
nen Lymphomzellen. Untransfizierte und mit ART2.2 transfizierte DC27.10-Zellen sowie MD27-
Zellen wurden für 10 Minuten bei 4°C mit 0,625 µM etheno-NAD inkubiert, gewaschen und mit dem 
spezifisch gegen etheno-Adenosin gerichteten Antikörper 1G4 markiert. Nach Anfärbung mit α Maus 
IgG-PE erfolgte die durchflusszytometrische Analyse (weiß: Kontrolle [nicht angefärbte Zellen], grau: 
untersuchte Zelllinie). Tote Zellen wurden durch die Anfärbung mit Propidiumiodid ausgegrenzt. 

 

4.1.3 Titration der etheno-ADP-Ribosylierung von Zelloberflächenproteinen auf 

verschiedenen Lymphomzelllinien 
 

Um zu überprüfen, ob die Stärke der etheno-ADP-Ribosylierung von Zelloberflächenpro-

teinen von der zugegebenen Menge des ART2.2-Substrates abhängig ist, wurden die drei 

Zelllinien DC27.10 untransfiziert bzw. ART2.2-transfiziert sowie MD27 mit ansteigenden 

etheno-NAD-Konzentrationen behandelt. 

Anhand der Höhe der Fluoreszenzintensität, die durch die Menge der auf der Zelloberfläche 

befindlichen Fluoreszenzpartikel bestimmt wird, kann das Maß der ART2.2-Aktivität bei 

einer gegebenen Konzentration abgeschätzt werden. Die Ergebnisse zeigen, dass selbst 

kleinste etheno-NAD-Konzentrationen im Nanomolarbereich zu einem submaximalen 

Anstieg der Fluoreszenzintensität bei ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen führen (Abb. 

12). Eine weitere Erhöhung der Konzentration über 1 µM etheno-NAD hinaus zeigt keine 

nennenswerte Erhöhung der Fluoreszenzintensität. MD27-Zellen sprechen hingegen 

differenzierter auf steigende etheno-NAD-Dosen an, insbesondere im niedermolaren Bereich. 

Auch untransfizierte DC27.10-Zellen weisen trotz ART2.2-Defizienz einen leichten Anstieg 

der Fluoreszenzintensität bei zunehmenden etheno-NAD-Konzentrationen auf, wobei es sich 

in diesem Fall um eine unspezifische Bindung der Fluoreszenzpartikel auf der Zelloberfläche 

handeln dürfte. 
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Abb. 12: Titration der etheno-ADP-Ribosylierung von Zelloberflächenproteinen. Je ca. 1x10
6
 

Zellen der Linien DC27.10 (untransfiziert und stabil mit ART2.2 transfiziert) sowie MD27 wurden mit 
ansteigenden Konzentrationen etheno-NAD bei 4°C für 10 Minuten inkubiert. Die Zellen wurden 
gewaschen und nachfolgend für je 30 Minuten bei 4°C zuerst mit dem mAb 1G4 (Hybridomüberstand) 
markiert und dann mit α Maus IgG-PE gefärbt. Nach Analyse im FACS ist hier die mittlere Fluores-
zenzintensität gegen die etheno-NAD-Konzentration aufgetragen. Man beachte die logarithmische 
Skalierung der Ordinate. 

 

4.1.4 Durchflusszytometrie SPIO-markierter Lymphomzellen 
 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde zum durchflusszytometrischen Nachweis der SPIO ein FITC-

gekoppelter α Dextran-Antikörper verwendet. SPIO bestehen aus einem Eisenoxidkern und 

einer diesen Kern umgebenden Polymerschicht. Im Fall der hier verwendeten SPIO handelt es 

sich beim Polymer um Dextran, welches mithilfe des genannten Antikörpers nachgewiesen 

werden sollte. 

Der nachfolgend gezeigte Versuchsaufbau vergleicht eine direkte Fluoreszenzmarkierung und 

eine Fluoreszenzmarkierung mit „dazwischen geschalteten“ SPIO. Hierfür wurden primäre 

Lymphozyten aus der Milz einer BALB/c-Wildtyp-Maus verwendet. 

Einerseits wurden murine Milzzellen nach vorheriger Inkubation mit dem Ratten-mAb 

NIKA102 mit α CD4-FITC, α CD8-FITC oder α Ratte IgG-FITC in Abwesenheit von SPIO 

angefärbt (Abb. 13, Panel 1-3). Andererseits wurden parallele Aliquots ebenfalls nach vorhe-

riger Inkubation mit dem Ratten-mAb NIKA102 zunächst mit je 20 µl α CD4-SPIO, α CD8-

SPIO oder α Ratte IgG-SPIO markiert und nach gründlichem Waschen mit je 20 µl α Dex-

tran-FITC inkubiert (Abb. 13, Panel 4-6). Alle Ansätze wurden zudem mit α CD3-APC 

gegengefärbt. 
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Abb. 13: Detektion von SPIO auf BALB/c-WT-Milzzellen mit einem fluoreszenzgekoppelten α 
Dextran-Antikörper. Aus der Milz einer BALB/c-WT-Maus wurden primäre Lymphozyten gewonnen. 
In Ansätzen à 1x10

6
 Zellen wurden die Zielantigene CD4 und CD8 direkt sowie ART2.2 indirekt via 

ART2.2-spezifischem Ratten-mAb R8 A102 mit FITC-fluoreszenzgekoppelten Antikörpern markiert 
(Panel 1-3). Parallel dazu erfolgte eine Markierung von weiteren drei Ansätzen mit den Antikörper-
SPIO-Konjugaten CD4-SPIO (4), CD8-SPIO (5) und α Ratte IgG-SPIO nach vorheriger Inkubation mit 
dem Ratten-mAb NIKA102 (6). Die Zellen der letzten drei Ansätze 4-6 wurden dann für 20 Minuten mit 
je 20 µl eines FITC-α-Dextran-Antikörpers angefärbt. Alle dazwischen liegenden Waschschritte 
erfolgten mit PBS(-/-) unter Zusatz von 10% FCS. 

 

Hierbei zeigte sich für die Antigene CD4 und CD8, dass sich auch bei einem interponierten 

SPIO-Konjugat und unter Zuhilfenahme des α Dextran-Antikörpers praktisch dieselbe Menge 

CD4- (Abb. 13, Panel 1 und 4) bzw. CD8-positiver (Abb. 13, Panel 2 und 5) Zellen nachwei-

sen lässt wie es der Fall ist, wenn diese Zellen direkt angefärbt werden. Für das Antigen 

ART2.2 trifft dies nicht zu; hier ist die Fluoreszenzintensität bei der SPIO-Markierung nied-

riger: Bei der direkten Fluoreszenzmarkierung wurden 21 %, mit interponiertem SPIO-

Konjugat 8 % ART2.2-positiver Zellen nachgewiesen (Abb. 13, Panel 3 und 6). Diese Ergeb-

nisse zeigen dennoch, dass ein derartiger Antikörper mit Einschränkungen zum FACS-Nach-

weis von zellgebundenen SPIO geeignet ist. 

 

4.1.5 Immunfluoreszenzmikroskopie SPIO-markierter Lymphomzellen 
 

Die Kombination aus etheno-NAD und dem mAb 1G4 ist ein geeignetes Mittel, um die 

ART2.2-Aktivität nachzuweisen (vgl. 4.1.2). Um die Lokalisation von 1G4-SPIO-Konjugaten 

auf der Zelloberfläche weiter zu charakterisieren, sollten die Zellen mittels Fluoreszenzmikro-

skopie untersucht werden. Ein Vorteil der 1G4-basierten Markierungsmethode ist, dass durch 
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ein ART2.2-Molekül viele benachbarte Membranproteine etheno-ADP-ribosyliert werden und 

somit mehr 1G4-SPIO-Konjugate an der Zelle binden, als wenn nur ein einzelnes spezifisches 

Zielprotein angefärbt wird. Dies führt potenziell zu einer Amplifikation des Signals. 

Für diesen Versuch wurden ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen mit bzw. ohne etheno-NAD 

und nachfolgend mit dem mAb 1G4, α Maus IgG-SPIO und α Dextran-FITC inkubiert. Die 

Gegenfärbung der Zellen erfolgte mit dem DNA-Fluoreszenzfarbstoff Hoechst 33342 bevor 

die Zellen auf Objektträgern fixiert und mit dem Fluoreszenzmikroskop untersucht wurden. 

Nur bei Zellen, die zuvor mit dem ART2.2-Substrat etheno-NAD inkubiert wurden, ist ein 

deutliches Signal im FITC-Kanal zu erkennen, welches auf das Vorhandensein der Nanopar-

tikel schließen lässt (Abb. 14, A). Auffällig ist hierbei, dass sich dieses Signal fast ausschließ-

lich auf den Bereich der Zellmembran beschränkt und dass es zudem relativ homogen über 

letztere verteilt ist. Die Signalarmut im Zellinneren legt darüber hinaus die Vermutung nahe, 

dass die SPIO-Partikel nur in einem sehr geringen Maß von den Zellen inkorporiert wurden. 

Zellen, die nicht mit etheno-NAD behandelt wurden, zeigen kein FITC-Signal und haben 

demnach keine SPIO auf der Zelloberfläche gebunden (Abb. 14, B). 

 

 

Abb. 14: Immunfluoreszenzmikroskopische Analyse von etheno-ADP-ribosylierten Zellober-
flächenproteinen mit SPIO auf DC27.10-Zellen. Stabil mit ART2.2 transfizierte DC27.10-Lymphom-
zellen wurden mit 10 µM (A) oder ohne (B) etheno-NAD für 10 Minuten bei 4°C inkubiert. Nach gründ-
lichem Waschen erfolgte die SPIO-Markierung zunächst mit dem primären mAb 1G4, dann mit dem 
sekundären Antikörper-Konjugat α Maus IgG-SPIO. Anschließend wurden die Zellen wurden mit 
einem α Dextran-FITC-Antikörper gefärbt und mit 2 % PFA fixiert. Die Gegenfärbung der Zellkerne 
wurde mit Hoechst 33342 durchgeführt. Die Zellen wurden mit einer Zytospin-Fuge auf Objektträger 
aufgebracht und mithilfe eines konfokalen Mikroskops analysiert. 
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4.1.6 Transmissionselektronenmikroskopie SPIO-markierter Lymphomzellen 
 

Die Analyse von mit magnetischen Nanopartikeln beladenen Zellen in der Durchflusszyto-

metrie, der Immunfluoreszenzmikroskopie oder später auch in der MRT stellen indirekte 

Nachweismethoden zellgebundener SPIO dar. Mithilfe der Transmissionselektronenmikro-

skopie (TEM) besteht die Möglichkeit, die SPIO-Partikel direkt auf der Zelle darzustellen und 

somit ein morphologisches Korrelat für die physikalischen Eigenschaften der SPIO im MRT 

aufzuzeigen. 

 

4.1.6.1 Nachweis der ART2.2-Expression in der TEM durch SPIO-Markierung 
 

Für eine Positiv- und eine Negativkontrolle wurden je 3x10
7
 Zellen mit dem mAb NIKA102 

bzw. mit dem Isotyp-Ratten-mAb NONI63 (α hART4) inkubiert und gewaschen. Danach 

erfolgte die Markierung jeweils mit α Ratte IgG-SPIO. Nach Fixation und Aufbereitung der 

Zellen wurden diese im Elektronenmikroskop untersucht. 

In der NIKA-102-Positivkontrolle (Abb. 15, A) finden sich auf den untersuchten Membran-

abschnitten in unregelmäßigen Abständen schwarze, annähernd runde Verdichtungen, teils 

einzeln, öfter jedoch zu mehreren zusammengelagert. Die Größe der hier gut sichtbaren SPIO 

kann anhand der Skala mit 10-20 nm angegeben werden. Dies entspricht dem Durchmesser 

des SPIO-Kerns; in der TEM lässt sich die Dextranhülle nicht nachweisen. Interessanterweise 

sind die Eisenoxidpartikel oft an protrusionsartigen Abschnitten der Zellmembran lokalisiert. 

Teilweise liegen sie auch schon direkt unter derselben, wobei es sich hierbei wahrscheinlich 

um eine beginnende Inkorporation der SPIO handelt. 

In der NONI-63-Negativkontrolle (Abb. 15, B) sind die eben beschriebenen Partikel praktisch 

nicht nachweisbar. Vereinzelt waren im interzellulären Raum SPIO zu sehen, die offensicht-

lich durch die wiederholten Waschvorgänge nicht vollständig entfernt werden konnten. 
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Abb. 15: Transmissionselektronenmikroskopie SPIO-markierter ART2.2 auf der Zelloberfläche. 
ART2.2-positive DC27.10-Lymphomzellen wurden mit dem ART2.2-spezifischen mAb NIKA102 (A) 
bzw. dem Isotyp-mAb NONI63 (B) markiert, gewaschen und mit α Ratte IgG-SPIO für 15 Minuten bei 
4°C inkubiert. Nach erneutem Waschen wurden die Zellen mit 2,5% Glutardialdehyd fixiert und im 
Elektronenmikroskop analysiert. 

 

4.1.6.2 Nachweis der ART2.2-Aktivität in der TEM durch SPIO-Markierung 
 

Für eine Positiv- und eine Negativkontrolle wurden je 3x10
7
 Zellen mit etheno-NAD bzw. 

ohne etheno-NAD inkubiert und gewaschen. Darauf folgte die Markierung jeweils mit dem 

mAb 1G4 und α Maus IgG-SPIO sowie die elektronenmikroskopische Analyse. 

In der Positivkontrolle mit 20 µM etheno-NAD (Abb. 16, A) ist Ähnliches zu beobachten wie 

im Versuch der Markierung der ART2.2 selbst: Insbesondere an Ausstülpungen der Zellmem-

bran finden sich schwarz erscheinende, zu Aggregaten zusammen gelagerte SPIO. 

In der Negativkontrolle, der kein etheno-NAD zugesetzt worden ist, waren keine SPIO auf 

der Zelloberfläche nachweisbar (Abb. 16, B). 
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Abb. 16: Transmissionselektronenmikroskopie SPIO-markierter ADP-ribosylierter Zellober-
flächenproteine. ART2.2-positive DC27.10-Lymphomzellen wurden mit 20 µM (A) oder ohne etheno-
NAD (B) für 10 Minuten bei 4°C inkubiert, gewaschen und erst mit dem etheno-NAD-spezifischen 
mAb 1G4, dann mit α Maus IgG-SPIO markiert. Nach erneutem Waschen wurden die Zellen mit 2,5% 
Glutardialdehyd fixiert und im Elektronenmikroskop analysiert. 

 

Zusammenfassend kann geschlussfolgert werden, dass SPIO sowohl durch den ART2.2-

spezifischen mAb NIKA102 als auch durch den etheno-Adenosin-spezifischen mAb 1G4 auf 

der Oberfläche von ART2.2-exprimierenden Zellen fixiert und zum Nachweis dieser Zellen 

im MRT eingesetzt werden können. 

 

4.2 In-vitro-Charakterisierung SPIO-markierter Lymphomzellen im MRT 
 

Nachdem die ART2.2-abhängige und -spezifische Bindung von SPIO auf Zellen gezeigt 

werden konnte, soll in diesem Abschnitt der Frage nachgegangen werden, ob sich die magne-

tischen Nanopartikel auch in der MRT nachweisen lassen. Hierbei soll insbesondere unter-

sucht werden, inwieweit sich Konzentrationsänderungen des ART2.2-Substrats etheno-NAD 
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auf die MR-Signalstärke auswirken. Darüber hinaus sollten die Ergebnisse der MRT-

Messungen mit den Fluoreszenzintensitäten aus der Durchflusszytometrie und dem mittels 

Atomabsorptionsspektrometrie bestimmten absoluten Zelleisengehalt verglichen werden. 

 

4.2.1 ART2.2-Expressionsanalyse mittels MRT 
 

Je 2x10
7
 untransfizierte DC27.10-Zellen, ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen und MD27-

Zellen wurden mit je 100 µl NIKA-102-Hybridomüberstand und je 40 µl α Ratte IgG-SPIO 

markiert. Pro Zelllinie wurden auch zwei Negativkontrollen in die Analyse mit einbezogen – 

zum einen eine Probe, die völlig unbehandelte Zellen enthielt, und zum anderen eine Probe, 

die zuerst mit dem Isotyp-Ratten-mAb NONI63 (α hART4) und dann ebenfalls mit α Ratte 

IgG-SPIO inkubiert wurde. Nach Fixation der Zellen wurden diese in Suspension auf 

Polyacrylamidgel-Phantome aufgebracht und mehrere Stunden zur Sedimentation bei 4°C 

gelagert. 

Zu Vergleichszwecken wurde eine FACS-Analyse von Aliquots der im MRT zu messenden 

Zellen durchgeführt. Dazu wurden diese mit dem Fluoreszenz-gekoppelten Antikörper α Ratte 

IgG-PE statt mit α Ratte IgG-SPIO inkubiert. Hierbei konnte eine hohe ART2.2-Expression 

auf transfizierten DC27.10-Zellen, eine mittlere auf MD27-Zellen und praktisch keine auf 

untransfizierten DC27.10-Zellen gemessen werden (Abb. 17, A). 

In den MRT-Messungen zeigte sich bei ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen ein starker 

Signalabfall der NIKA-102-markierten (α ART2.2) Zellen. Die fast schwarz erscheinende und 

demnach ausgeprägt hypointense Zellschicht in der T2*-gewichteten Nativaufnahme lässt 

sich durch die große Menge an SPIO-Partikeln erklären, welche sich indirekt ART2.2-gekop-

pelt auf der Zelloberfläche befinden. Die anschließend durchgeführte Relaxometrie (Abb. 17, 

B, Mitte/unten) zeigte konkordant dazu stark verkürzte T2*- und T2-Relaxationszeiten für 

diese Probe, was – anders ausgedrückt – hohen Relaxationsraten entspricht. Diese sind durch 

die intensive Rotfärbung zu erkennen (vgl. die darunter abgebildete Farbskala). Kein oder 

allenfalls ein geringer Signalabfall wurde bei der Isotypkontrolle bzw. den unbehandelten 

Zellen beobachtet. 

Die Schicht der MD27-Zellen, die mit dem mAb NIKA102 behandelt wurden, weist ebenfalls 

eine Signalminderung auf, die allerdings aufgrund des geringeren ART2.2-Expressions-

niveaus dieser Zelllinie nicht so stark ausfällt wie die der ART2.2-transfizierten DC27.10-

Zellen. Es zeigt sich eine hypointense Zellschicht; in der dazu gehörigen Relaxometrie konn-

ten ebenso verkürzte T2*- und T2-Relaxationszeiten gemessen werden. Die Isotypkontrolle 
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stellt sich nur marginal signalgemindert und die nur-Zellen-Negativkontrolle ohne Signal-

minderung dar. 

Bei untransfizierten, also nicht ART2.2 exprimierenden, DC27.10-Zellen lässt sich in der 

NIKA-102-Probe erwartungsgemäß kein Signalabfall feststellen. In der Tat gleicht diese 

Zellschicht der Isotypkontrolle, welche ebenfalls keine SPIO binden sollte. Beide Schichten 

stellen sich von der Intensität her im Vergleich zu den unbehandelten Zellen leicht signal-

gemindert dar.  

 

 
 

Abb. 17: Durchflusszytometrie und in-vitro-MRT der ART2.2-Expression auf drei verschiedenen 
Zelllinien. Aliquots à 1x10

6
 der später im MRT untersuchten Zellen wurden zunächst im FACS (A) 

analysiert. Zwei Negativkontrollen sind als gestrichelte (unbehandelte Zellen) oder durchgezogene 
(Isotypkontrolle mit mAb NONI63) Linie erkennbar. Die grau unterlegten Positivkontrollen wurden mit 
dem mAb NIKA102 markiert. Isotyp- und Positivkontrollen wurden nachfolgend mit dem Sekundär-
antikörper α Ratte IgG-PE angefärbt. Aufgetragen ist die relative Zellzahl gegen die MFI bzw. ART2.2-
Expression. Der andere Teil der Zellen (2x10

7
 pro Ansatz) wurde im MRT (B) untersucht. Dazu 

wurden die mit den o. g. Primärantikörpern markierten Isotyp- und Positivkontrollen mit α Ratte IgG-
SPIO für 15 Minuten bei 4°C inkubiert und gewaschen. Alle Zellen wurden dann mit 2% PFA fixiert 
und auf Polyacrylamidgel-Phantome aufgebracht. Sagittale T2*-gewichtete (B, oben) Sequenzen (TR 
154 ms, TE 15 ms, 20° Neigungswinkel) und transversale T2*-Multiecho- (TR 124 ms, Echoabstand 
3,9 ms, 40° Neigungswinkel) sowie T2-Multiecho- (TR 1307 ms, Echoabstand 8,2 ms, 90° 
Neigungswinkel) Relaxationszeitkarten wurden angefertigt (B, unten). 
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4.2.2 ART2.2-Aktivitätsanalyse mittels MRT 
 

Mit demselben wie eben beschriebenen Versuchsaufbau sollte nun an den drei vorgenannten 

Zelllinien die Aktivität der ART2.2 im MRT nachgewiesen werden. Die Bindung der SPIO 

erfolgt hierbei an etheno-ADP-ribosylierte Zelloberflächenproteine über den 1G4-Antikörper. 

Die Zellen wurden zur Markierung nacheinander mit 2 µM etheno-NAD, 300 µl 1G4-

Hybridomüberstand und 60 µl α Maus IgG-SPIO inkubiert. Zwei Negativkontrollen pro 

Zelllinie umfassten zum einen eine Probe mit gänzlich unbehandelten Zellen und zum 

anderen eine Probe, die wie die Positivkontrolle angefärbt wurde, jedoch ohne die vorher-

gehende Inkubation mit dem Substrat etheno-NAD. Nach Aufbringen der fixierten Zellen auf 

Gelphantome wurden diese im MRT gemessen. 

Zum Vergleich wurden Aliquots der im MRT zu analysierenden Zellen im FACS gemessen 

(Abb. 18, A). Die Markierung erfolgte hier mit α Maus IgG-PE statt mit α Maus IgG-SPIO. 

Es zeigte sich hierbei eine starke etheno-ADP-Ribosylierung auf ART2.2-transfizierten 

DC27.10-Zellen, eine mittelstarke auf MD27-Zellen und keine ADP-Ribosylierung auf 

untransfizierten DC27.10-Zellen. 

In den MRT-Messungen ist bei den mit etheno-NAD behandelten ART2.2-transfizierten 

Zellen ein starker Signalabfall feststellbar, welcher an der schwarz abgebildeten Zellschicht in 

der T2*-gewichteten Aufnahme erkennbar ist (Abb. 18, B). Die Relaxometrie der betreffen-

den Zellschicht ergab stark verkürzte T2*- und T2-Relaxationszeiten (Abb. 18, B, rechts). 

Die Zellschicht der MD27-Zellen erscheint in der Positivkontrolle mit 2 µM etheno-NAD 

ebenfalls signalgemindert. Da die Signalabschwächung nicht so ausgeprägt ist wie bei den 

ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen, ist davon auszugehen, dass hier weniger SPIO auf der 

Zelloberfläche gebunden sind. Dies resultiert aus der vergleichsweise geringeren Expressions-

stärke des Enzyms auf MD27-Zellen, wodurch deren etheno-ADP-Ribosylierungsgrad ver-

mindert ist. Relaxometrisch ist bei dieser Probe eine deutliche Verkürzung der T2*- und T2-

Relaxationszeiten festzustellen. Die beiden Negativkontrollen weisen nicht oder nur gering-

fügig verkürzte Relaxationszeiten auf (Abb. 18, B, Mitte). 

Bei untransfizierten DC27.10-Zellen sind keine nennenswerten Minderungen der Signalstärke 

bzw. der Relaxationszeiten festzustellen. 
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Die Ergebnisse aus 4.2.1 und 4.2.2 zeigen, dass sowohl die ART2.2-Expression als auch die 

ART2.2-Aktivität in Abhängigkeit vom Expressionsniveau des Enzyms im MRT nachweisbar 

ist. 

 

 

 

Abb. 18: Durchflusszytometrie und in-vitro-MRT der ART2.2-Aktivität auf drei verschiedenen 
Zelllinien. Aliquots à 1x10

6
 der später im MRT untersuchten Zellen wurden zunächst im FACS (A) 

analysiert. Zwei Negativkontrollen sind als gestrichelte (nur Zellen) oder durchgezogene (0 µM 
etheno-NAD) Linie erkennbar. Sowohl die 0-µM-eNAD-Negativkontrollen als auch die grau unterlegten 
2-µM-eNAD-Positivkontrollen wurden mit dem mAb 1G4 inkubiert, gewaschen und nachfolgend mit 
dem Sekundärantikörper α Maus IgG-PE angefärbt. Aufgetragen ist die relative Zellzahl gegen die 
MFI bzw. ART2.2-Aktivität. Der andere Teil der Zellen (3x10

7
 pro Ansatz) wurde im MRT (B) 

untersucht. Dazu wurden die mit dem o. g. Primärantikörper markierten 0-µM- und 2-µM-eNAD-
Proben mit α Maus IgG-SPIO für 15 Minuten bei 4°C inkubiert und gewaschen. Alle Zellen wurden 
dann mit 2% PFA fixiert und auf Polyacrylamidgel-Phantome aufgebracht. Sagittale T2*-gewichtete 
(B, oben) Sequenzen und transversale T2*- sowie T2-Relaxationszeitkarten wurden angefertigt (B, 

unten). Die MRT-Sequenzparameter entsprechen denen in Abb. 17. 
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4.2.3 Titrationsanalyse der etheno-ADP-Ribosylierung mittels MRT auf endogen 

ART2.2-exprimierenden MD27-Lymphomzellen 
 

Nachdem gezeigt werden konnte, dass nur jene Zellen, die ART2.2-Aktivität besitzen und 

denen etheno-NAD zur Verfügung steht, im MRT spezifisch nachgewiesen werden können, 

sollte nun überprüft werden, ob unterschiedliche Konzentrationen des ART2.2-Substrats 

unterschiedlich starke Signalabfälle der Zellschichten bewirken. 

Je etwa 2x10
7
 MD27-Zellen wurden dazu mit ansteigenden Konzentration etheno-NAD und 

dem 1G4 assay markiert. Etwa 1x10
6
 Zellen wurden für eine FACS-Vergleichskontrolle mit α 

Maus IgG-PE gefärbt und gemessen (Abb. 19, B). Dabei zeigte sich bei zunehmenden 

etheno-NAD-Konzentrationen ein exponentieller Anstieg der Fluoreszenzintensität, also des 

etheno-NAD-Ribosylierungsgrades. 

Der Großteil der Zellen wurde im MRT analysiert, nachdem die 1G4-inkubierten Zellen mit 

je 40µl α Maus IgG-SPIO markiert wurden (Abb. 19, A). In der sagittalen T2*-Aufnahme 

stellen sich mit steigenden Substratkonzentrationen zunehmend hypointens werdende Zell-

schichten dar, wobei es in der Schicht der 10-µM-Probe zu einer völligen Signalauslöschung 

kommt. Die anschließend durchgeführte Relaxometrie bestätigt den eben beschriebenen 

Trend, da sowohl die T2*- als auch die T2-Relaxationszeiten mit höheren etheno-NAD-

Konzentrationen kontinuierlich abnehmen. Die erhaltenen Werte für R2* und R2 zeigen bei 

linearem Anstieg der etheno-NAD-Konzentration ebenfalls eine exponentielle Zunahme der 

Relaxationsraten (Abb. 19, C). Dabei ist ersichtlich, dass die R2*-Relaxationsraten deutlich 

über den R2-Relaxationsraten liegen. 

Die Werte der Durchflusszytometrie und der Relaxometrie wurden sodann in einem Dia-

gramm zueinander in Beziehung gesetzt, Regressionsgeraden erstellt und Korrelationskoeffi-

zienten ermittelt (Abb. 19, D). Letztere stellten sich mit 0,97 für R2* und 0,96 für R2 als 

hoch heraus und legen nahe, dass zwischen den beiden voneinander unabhängigen Messver-

fahren eine signifikante positive Korrelation besteht. 
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Abb. 19: Vergleichende FACS- und in-vitro-MRT-Analyse der ART2.2-Aktivität auf MD27-Zellen. 
MD27-Lymphomzellen mit mittlerer ART2.2-Expression wurden ohne oder mit steigenden etheno-
NAD-Konzentrationen behandelt und mit dem 1G4-Antikörper markiert. Je etwa 2x10

7
 der 1G4-

markierten Zellen wurden dann mit α Maus IgG-SPIO markiert und im MRT analysiert. Unbehandelte 
Zellen dienten als Negativkontrolle (A). Sagittale T2*-gewichtete Sequenzen (A, oben) sowie axiale 
T2*- und T2-Relaxationszeitkarten (A, unten) wurden erstellt (Sequenzparameter identisch mit Abb. 
17). Ein kleiner Teil der mit dem primären Antikörper 1G4 versehenen Zellen (je ca. 1x10

6
) wurde mit 

einem sekundären PE-Fluoreszenzantikörper angefärbt und im FACS gemessen. Die mittlere Fluores-
zenzintensität wird hier in Abhängigkeit von der etheno-NAD-Konzentration dargestellt (B). Die R2*- 
und R2-Relaxationsraten wurden ermittelt und gegen die etheno-NAD-Konzentration aufgetragen 
(C).). Die in B und C ermittelten FACS- und MRT-Daten wurden schließlich mit Korrelationsgeraden 
unter Angabe von Korrelationskoeffizienten zueinander in Beziehung gesetzt (D). 

 

4.2.4 Titrationsanalyse der etheno-ADP-Ribosylierung mittels MRT auf ART2.2-

transfizierten DC27.10-Lymphomzellen 
 

ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen benötigen nur kleinste Mengen etheno-NAD, um 

Zelloberflächenproteine effektiv und nachweisbar zu etheno-NAD-ribosylieren. Dies konnte 

bereits in durchflusszytometrischen Analysen nachgewiesen werden (vgl. 4.1.3). Im Folgen-

den sollte daher der Frage nachgegangen werden, ob spezifisch an etheno-ADP-ribosylierte 
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Proteine gekoppelte SPIO mit einer ähnlichen Sensitivität im MRT auf diesen Zellen entdeckt 

werden können. 

Dazu wurden die ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen wie unter 4.2.3 beschrieben mit 

steigenden Konzentrationen etheno-NAD inkubiert, jedoch wurden wesentlich geringere 

Ausgangskonzentrationen des Substrats zugrunde gelegt. Die Zellmarkierung erfolgte in 

gleicher Art und Weise zuerst mit dem mAb 1G4, dann mit α Maus IgG-SPIO. 

Nach MRT-Analyse sind in der T2*-gewichteten Aufnahme (Abb. 20, A) die mit den anstei-

genden Substratkonzentration zunehmend hypointenseren Zellschichten ersichtlich. Bereits 

die Probe, der kein etheno-NAD, wohl aber SPIO-Lösung zugesetzt wurde, zeigt eine signal-

geminderte Schicht. Ab der relativ geringen Konzentration von 160 nM verlieren die Proben 

weiter an Signalintensität, was gut in der T2*-Relaxationszeitkarte nachvollzogen werden 

kann. Mit steigenden etheno-NAD-Konzentrationen verstärkt sich die Hypointensität der 

Schichten bis hin zum vollständigen Signalverlust. 

Die Relaxationsraten R2* und R2 steigen mit zunehmenden etheno-NAD-Konzentrationen 

an, wobei der größte Zuwachs im Bereich von 0,16 bis 2,5 µM etheno-NAD zu verzeichnen 

ist (Abb. 20, B). Es lässt sich auch erkennen, dass die letzten drei Proben mit 2,5, 10 und 40 

µM etheno-NAD, welche in der T2*-gewichteten Aufnahme identisch aussehen, sehr wohl 

noch einen Zuwachs der berechneten Relaxationsraten aufweisen. Der Anstieg aller im MRT 

ermittelten Werte stellte sich darüber hinaus als sigmoidal heraus, was die Kinetik der 

ART2.2-Enzymaktivität widerspiegelt. Gleiches trifft für die Zunahme der Fluoreszenzinten-

sität-Werte zu, welche nach durchflusszytometrischer Analyse von Aliquots der parallel im 

MRT untersuchten Zellen ermittelt wurden (Abb. 20, C). 

Um die beiden Methoden zu vergleichen, wurden die Daten in einem Diagramm erfasst und 

die Korrelationskoeffizienten ermittelt. Dabei ergaben sich für R2* und R2 hohe positive 

Korrelationen von r=0,97 bzw. r=0,99 (Abb. 20, D). 

Diese Ergebnisse zeigen, dass Zellen in Abhängigkeit von der Menge des ihnen zugesetzten 

Substrats etheno-NAD mit unterschiedlichen Mengen SPIO markiert werden können, was im 

MRT wiederum qualitativ und quantitativ nachgewiesen werden kann. Je nach Expressions-

niveau des Enzyms reichen für einen SPIO-Nachweis im MRT Substratkonzentrationen im 

Nanomolarbereich aus. 
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Abb. 20: Vergleichende FACS- und in-vitro-MRT-Analyse der ART2.2-Aktivität auf DC27.10-
Zellen. DC27.10-Lymphomzellen mit hoher ART2.2-Expression wurden ohne oder mit steigenden 
Konzentrationen etheno-NAD behandelt und mit dem 1G4-Antikörper inkubiert. Je etwa 2x10

7
 der 

1G4-behandelten Zellen wurden dann mit α ms IgG-SPIO markiert und im MRT analysiert. Unbehan-
delte Zellen dienten als Negativkontrolle (A). Sagittale T2*-gewichtete Sequenzen (A, oben) sowie 
axiale T2*- und T2-Relaxationszeitkarten (A, unten) wurden erstellt (Sequenzparameter identisch mit 
Abb. 17). Die Relaxationsraten R2* und R2 wurden ermittelt und gegen die etheno-NAD-Konzen-
tration aufgetragen (B). Ein kleiner Teil der mit dem primären Antikörper 1G4 versehenen Zellen (je 
ca. 1x10

6
) wurde mit einem sekundären PE-Fluoreszenzantikörper angefärbt und im FACS gemessen. 

Die mittlere Fluoreszenzintensität wird hier in Abhängigkeit von der etheno-NAD-Konzentration 
dargestellt (C). Die in B und C ermittelten FACS- und MRT-Daten wurden schließlich mit Korrelations-
geraden unter Angabe von Korrelationskoeffizienten zueinander in Beziehung gesetzt (D).  

 

4.2.5 MRT-Analyse unterschiedlicher Verhältnisse unmarkierter und SPIO-

markierter MD27-Zellen 
 

Bei einer potenziellen in-vivo-Anwendung von Antikörper-gekoppelten SPIO wird es für die 

Detektion entscheidend sein, wie viele Zielzellen im betreffenden Gewebe vorhanden sind. In 

aller Regel werden normale Körperzellen, die ein definiertes Zielantigen nicht auf ihrer Zell-

oberfläche tragen, weit in der Überzahl sein. Folglich gibt es in den zu untersuchenden 

Geweben eine Mischung dieser beiden Zellpopulationen. 
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Um dieses Szenario in einem in-vitro-Experiment nachzustellen, wurden unmarkierte und mit 

SPIO markierte MD27-Zellen in unterschiedlichen Verhältnissen gemischt und analysiert 

(Abb. 21). Bei den unmarkierten Zellen handelt es sich um gänzlich unbehandelte Zellen; die 

markierten Zellen hingegen wurden dem 1G4 assay und einer Inkubation mit SPIO unter-

zogen. Die Mischung erfolgte in 25%-Schritten. 

 

 
 

Abb. 21: MRT-Analyse von Zellschichten mit unterschiedlichen Mischungsverhältnissen 
unmarkierter und SPIO-markierter Zellen. 1,5x10

8
 endogen ART2.2-exprimierender MD27-Zellen 

wurden zur Hälfte markiert während die andere Hälfte unmarkiert blieb. Die SPIO-Markierung erfolgte 
mit 10 µM etheno-NAD, dem 1G4-Antikörper und α ms IgG-SPIO. Nach gründlichem Waschen und 
Fixation sowohl der unmarkierten als auch der markierten Zellen wurden diese in unterschiedlichen 
Verhältnissen gemischt, so dass insgesamt fünf Ansätze à 3x10

7
 Zellen resultierten. Diese wurden auf 

Gelbetten in PCR-Röhrchen pipettiert und im MRT untersucht (A). Sagittale T2*-gewichtete 
Sequenzen (A, oben) sowie axiale T2*- und T2-Relaxationszeitkarten (A, unten) wurden angefertigt 
(Sequenzparameter identisch mit Abb. 17). In der Relaxometrie wurden die Relaxationsraten R2* und 
R2 der einzelnen Zellschichten ermittelt, welche in Abhängigkeit vom Zellmischungsverhältnis 
dargestellt werden (B). 

 

In der T2*-gewichteten Aufnahme (Abb. 21, A) zeigt sich mit steigendem Gehalt SPIO-

markierter Zellen ein zunehmend hypointenses Signal der Zellschichten bis hin bis zum kom-

pletten Signalverlust in der Probe 0/100. Die entsprechenden Relaxationszeitkarten bestätigen 

die Verkürzung der T2*- und T2-Relaxationszeiten. Relaxometrisch ergibt sich mit dem 

linear erhöhten Mischverhältnis eine ebenso lineare Zunahme von R2* und R2 (Abb. 21, B). 
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4.2.6 Quantifizierung des Eisengehalts SPIO-markierter Lymphomzellen mittels 

Atomabsorptionsspektrometrie 
 

In den bisherigen Untersuchungen konnte ein Zusammenhang zwischen der Konzentration 

des ART2.2-Substrates etheno-NAD und den Relaxationsraten R2* und R2 aufgezeigt 

werden. Die Grundannahme war dabei, dass steigende Konzentrationen zu einer größeren 

Menge etheno-ADP-ribosylierter Proteine und somit zu einer erhöhten Anzahl potenzieller 

Bindungsstellen für die Antikörper-SPIO-Komplexe führt. Da es sich hierbei lediglich um 

einen indirekten Nachweis der SPIO handelt, sollte im Folgenden nun der Versuch unter-

nommen werden, das in Form der Nanopartikel vermehrt zellgebundene Eisen durch eine 

Eisenbestimmung mittels Atomabsorptionsspektrometrie (AAS) direkt zu messen und exakt 

zu quantifizieren. 

Zu diesem Zweck wurden wie in 4.2.4 eine Titrationsreihe mit etheno-NAD erstellt und 

ART2.2-transfizierte DC27.10-Zellen mit dem 1G4 assay und mit SPIO markiert. Je Probe 

wurden 4x10
7
 Zellen vorbereitet, von denen 3x10

7
 Zellen für die MRT- und 1x10

7
 Zellen für 

die AAS-Analyse verwendet wurden. 

In der MRT (Abb. 22, A) zeigen sich in der T2*-gewichteten Aufnahme die mit zunehmen-

den etheno-NAD-Konzentrationen an Signal verlierenden Zellschichten. Die dazu gehörige 

Relaxometrie verdeutlicht diesen Umstand in Form von sich verkürzenden T2*- und T2-

Relaxationszeiten und ansteigenden R2*- und R2-Relaxationsraten (Abb. 22, B). 

Für die Eisenbestimmung mittels AAS wurden die markierten Zellen nach einem vorgege-

benen Schema verdünnt und auf einem Probentablett des Atomabsorptionsspektrometers 

platziert. Die automatisierte Messung erfolgte dreimal für jede Probe mit anschließender 

Ausgabe einer mittleren Eisenkonzentration in µg/ml. Anhand der verwendeten Volumina 

und der bekannten Zellzahl wurde der Eisengehalt pro Zelle in Femtogramm (fg) ermittelt. 

(Abb. 22, C). 

Zunächst wurde der natürliche Eisengehalt der Zellen ermittelt. Hierfür diente eine Zellprobe, 

der kein etheno-NAD zugesetzt wurde und bei der ein natürlicher Eisengehalt von ca. 6 fg 

Eisen pro Zelle ermittelt werden konnte. Die Untersuchungen mit dem Spektrometer ergaben, 

dass der SPIO-bedingte Eisengehalt der Zellen um so größer ausfällt, je höher die Konzentra-

tion des etheno-NAD ist, mit der die jeweilige Probe inkubiert wurde (Abb. 22, C). 
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Abb. 22: Quantifizierung der ART2.2-abhängigen SPIO-Markierung von Zellen mittels Atom-
absorptionsspektrometrie (AAS) und Vergleich der Ergebnisse mit der MRT-Relaxometrie. ART-
2.2-transfizierte DC27.10-Zellen wurden ohne oder mit den angegebenen Konzentrationen etheno-
NAD und dem 1G4-Antikörper inkubiert. Anschließend erfolgte die Markierung der Zellen mit α ms 
IgG-SPIO und deren Bettung auf Gelphantomen. Je drei Viertel der Zellen der Proben (3x10

7
) wurden 

dann im MRT untersucht (A). Sagittale T2*-gewichtete Sequenzen (A, oben) sowie axiale T2*- und 
T2-Relaxationszeitkarten (A, unten) wurden angefertigt (Sequenzparameter identisch mit Abb. 17). 
Die Relaxationsraten R2* und R2 der Zellschichten wurden ermittelt und in Abhängigkeit von der 
etheno-NAD-Konzentration aufgetragen (B). Das verbleibende Viertel (1x10

7
) der SPIO-markierten 

Zellen wurde zur Bestimmung des Eisenoxidgehalts mittels AAS analysiert, welcher in Abhängigkeit 
von der etheno-NAD-Konzentration gezeigt wird (C). Die in B und C ermittelten MRT- und AAS-Daten 

wurden schließlich mit Korrelationsgeraden für R2* und R2 zueinander in Beziehung gesetzt. 

 

Bei den Zellen, die mit 10 µM etheno-NAD inkubiert wurden, ließ sich ein Eisengehalt von 

84 fg feststellen, was dem Vierzehnfachen des natürlichen Eisenpools (6 fg) einer Zelle 

entspricht. Weiterhin ist ersichtlich, dass ca. 80% des Markierungsniveaus der maximal 

markierten Zellen bereits bei etheno-NAD-Konzentrationen um 1 µM erreicht sind (hier: 66 

fg Fe bei 0,7 µM etheno-NAD bzw. 70 fg Fe bei 1,3 µM etheno-NAD). Die größten 

Zuwächse an zellgebundenem SPIO-Eisen lassen sich demnach im Konzentrationsbereich 

von 0-1 µM etheno-NAD verzeichnen. Höhere Konzentrationen bewirken lediglich geringe 

weitere Zuwächse. 
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Vergleicht man MRT- und AAS-Daten miteinander, so ergeben sich positive Korrelationen 

von r=0,9 für R2* und r=0,87 für R2 (Abb. 22, D). Dieser Umstand legt nahe, dass der mit 

zunehmenden etheno-NAD-Konzentrationen zu verzeichnende Anstieg der Relaxationsraten 

im MRT tatsächlich auf die spezifisch durch ART2.2 an die Zellen gebundenen SPIO zurück-

zuführen ist. 

Alle bisherigen MRT-Untersuchungen umfassten die Messungen von Zellschichten. Es be-

stand nun also die Überlegung, exemplarisch zu zeigen, dass man gleichwohl die Inkubations-

überstände der Zellen messen könnte, um auch hier charakteristische Änderungen im MR-

Signalverhalten nachzuweisen. 

Die MRT-Analyse lässt verkürzte Relaxationszeiten in den zellfreien Überständen der Proben 

erkennen, die mit wenig oder keinem etheno-NAD behandelt wurden (Abb. 23, A). Diese 

Ergebnisse resultieren aus dem Umstand, dass in Abhängigkeit von der etheno-NAD-

Konzentration unterschiedlich viel des zugesetzten Antikörper-SPIO-Konjugats im Überstand 

zurückbleibt. Bei Zellen, die nicht mit etheno-NAD inkubiert wurden, wird die gesamte 

SPIO-Lösung noch im Überstand enthalten sein, da die Antikörperfraktion des Konjugats 

keine Bindungsstellen an den Zellen vorfindet. Daher enthält dieser Überstand viel Eisen und 

ist in seiner Relaxationszeit maximal verkürzt. Setzt man vermehrt etheno-NAD hinzu, so 

werden zunehmend größere Mengen der SPIO-Konjugate ART2.2-vermittelt an die Zellen 

gebunden. Dementsprechend weniger Eisen verbleibt im Überstand und es kommt zu einer 

Zunahme der Relaxationszeiten. Keine Verkürzung der Relaxationszeit war in der Probe 

festzustellen, die unbehandelte Zellen enthielt; da hier keine SPIO-Lösung zugesetzt wurde, 

war der Überstand praktisch eisenfrei. 

Die ermittelten Relaxationsraten R2* und R2 der Überstände als Kehrwerte der Relaxations-

zeiten zeigen eine konstante Abnahme. Diese fällt umso größer aus, je höher die  Konzentra-

tion des etheno-NAD ist, mit denen die Zellen des entsprechenden Überstandes zuvor behan-

delt wurden (Abb. 23, B). 

Der Eisengehalt der Überstände wurde ebenfalls mittels AAS gemessen und mit den MRT-

Ergebnissen in Beziehung gesetzt (hier nicht gezeigt). Letztere stellte sich als linear heraus, 

und der Korrelationskoeffizient konnte mit r=0,93 sowohl für R2* als auch für R2 ermittelt 

werden. 
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Abb. 23: Relaxometrie der Inkubationsüberstände von SPIO-markierten DC27.10-Zellen. Die 
bereits 1G4-markierten Zellen aus Abb. 22 wurden für 15 Minuten bei 4°C mit α ms IgG-SPIO inku-
biert und nach Zugabe von 300 µl PBS (-/-) bei 1100 rpm für 5 Minuten abzentrifugiert. Vom jetzt 
zellfreien Überstand jeder Probe wurden 330 µl zum randvollen Befüllen von PCR-Röhrchen verwen-
det, welche im MRT gemessen wurden (A). Sagittale T2*-gewichtete Sequenzen (A, oben) sowie 
axiale T2*- und T2-Relaxationszeitkarten (A, unten) wurden angefertigt (Sequenzparameter identisch 
mit Abb. 17). Die ermittelten Relaxationsraten R2* und R2 sind gegen die etheno-NAD-Konzentratio-
nen, mit denen zuvor die Zellen inkubiert wurden, aufgetragen (B). 

 

4.3 In-vivo-Darstellung subkutan injizierter SPIO-beladener Lymphomzellen 

im MRT 
 

In diesem Kapitel wird der Frage nachgegangen, ob sich die im vorangegangenen Abschnitt 

durch in-vitro-Messungen charakterisierten Zellen innerhalb eines lebenden Organismus MR-

tomographisch nachweisen lassen. Im Falle eines klinischen Einsatzes des hier verwendeten 

Markierungssystems ist es essentiell, zellgebundene von freien SPIO unterscheiden zu kön-

nen. Erstere würden das Zielantigen eindeutig identifizieren und sind deshalb von primärem 

Interesse, während letztere noch einige Zeit nach Injektion unspezifisch im System zirkulie-

ren, bevor sie vom RES entsorgt werden würden. Diese SPIO sind demnach von untergeord-

netem Interesse bzw. können die Interpretation der Ergebnisse verfälschen. Insofern liegt ein 

besonderes Augenmerk dieses Versuchs auf dem Vergleich unterschiedlich stark markierter 
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Zellen, also gebundener SPIO, einerseits und der zur Markierung verwendeten Flüssigkeit mit 

dem Antikörper-SPIO-Konjugat, exemplarisch also freier SPIO, andererseits. Sowohl die 

gebundenen als auch die freien Nanopartikel sollten subkutan in die Flanken von Mäusen 

injiziert und anschließend untersucht werden. 

Für die Injektion wurden ART2.2-transfizierte DC27.10-Lymphomzellen verwendet. Je 9x10
7
 

Zellen wurden nicht oder mit 0,1, 1 oder 10 µM etheno-NAD inkubiert und dann mit dem 

1G4 assay und α Maus IgG-SPIO markiert, so dass insgesamt vier Proben vorlagen. Analog 

zu Abb. 23 wurden nach der SPIO-Inkubation die Überstände der etheno-NAD-inkubierten 

Zellen im MRT gemessen und deren Relaxationsraten bestimmt. Mithilfe der dadurch ermit-

telten Überstands-Werte von R2*/R2 wurde die Eisenkonzentration errechnet, die in der 

zugehörigen Zellprobe vorherrschen sollte. Somit konnte den Tieren, die jeweils in den 

Flanken unterspritzt wurden, die gleiche SPIO-Eisenmenge sowohl in freier (rechte Flanke) 

als auch in zellgebundener Form (linke Flanke) appliziert werden, um eine gute Vergleich-

barkeit zu gewährleisten. 

Je 5x10
7
 Zellen der vier vorbereiteten Proben wurden mit einer warmen Agaroselösung 

vermischt und diese dann mit einem Volumen von 500 µl in die linken Flanken von vier 

narkotisierten C57/BL6-Mäusen injiziert. Die rechten Flanken wurden jeweils mit dem 

gleichen Volumen einer Agaroselösung unterspritzt, die die gleiche Menge freier SPIO 

enthielt. 

Die verbleibenden 4x10
7
 Zellen je Probe wurden als Kontrolle für eine MR-in-vitro-Kontrolle 

auf Gelphantome gebettet. Analog dazu wurden Aliquots der injizierten Lösung mit freien 

SPIO ebenfalls in Probenröhrchen gefüllt. 

Zunächst wurden die Tiere mit den subkutanen Agarosepellets im MRT untersucht. In den 

T2-gewichteten koronaren Aufnahmen stellen sich diese oval- bzw. tropfenförmig und subku-

tan auf Höhe der Nieren dar (Abb. 24, obere Reihe). In den Agarosepellets der jeweils linken 

Flanken sind in den Abb. 24 B – 24 D innerhalb des hell erscheinenden Gels signalgemin-

derte und inhomogen verteilte Strukturen erkennbar, bei denen es sich um die unterschiedlich 

stark mit SPIO markierten Zellen handelt. Diese bildeten nach der Injektion offenbar 

Aggregate.  

Die T2*- und T2-Relaxationszeitkarten zeigen axiale Aufnahmen der Mäuse auf Höhe der 

injizierten Agarosepellets, welche als ROIs (regions of interest) relaxometrisch ausgewertet 
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wurden (Abb. 24, mittlere und untere Reihe). Unmittelbar unter den farbcodierten ROIs 

erscheinen in Kreisform die ebenfalls analysierten in-vitro-Kontrollen. 

 

 
 

Abb. 24: In-vivo-Darstellung von subkutan injizierten und SPIO-markierten Zellen im MRT. 
DC27.10-Lymphomzellen, die ohne (A) oder mit 0,1 µM (B), 1 µM (C) und 10 µM (D) etheno-NAD 
inkubiert und danach mit SPIO markiert wurden, sind mit einer Agaroselösung vermischt und subkutan 
in die jeweils linken Flanken von zuvor betäubten C57/BL6-Mäusen injiziert worden. Zu Vergleichs-
zwecken wurde in die rechten Flanken eine Agaroselösung injiziert, die die gleiche Menge Eisen in 
Form von freien (ungebundenen) SPIO enthielt. Hiernach wurden T2-gewichtete Sequenzen (TR 1700 
ms, TE 90 ms, 90° Neigungswinkel) aufgenommen. Zusätzlich wurden axiale T2*- (TR 231 ms, Echo-
abstand 3,3 ms, 30° Neigungswinkel) und T2- (TR 1500 ms, Echoabstand 8,1 ms, 90° Neigungs-
winkel) Relaxationszeitkarten erstellt. Zum in-vivo- vs. in-vitro-Vergleich wurden parallele Aliquots der 
zu injizierenden Zellen auf Gelphantome aufgebracht und T2*- und T2-Relaxationszeitkarten der in- 
vitro-Messungen angefertigt (Sequenzparameter identisch mit denen aus Abb. 17). 
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Nach Auswertung der ROIs lassen sich innerhalb der Agararosepellets in den jeweils linken 

Flanken (zellgebundene SPIO) deutlich Areale mit erhöhten Relaxationsraten abgrenzen. 

Diese sind durch ihre Rotfärbung gekennzeichnet. Letztere ist umso intensiver, je stärker die 

injizierten Zellen markiert waren, wobei das sie unmittelbar umgebende Gebiet ebenfalls 

erhöhte Werte für R2* und R2 aufweist. Auch in dieser Auswertung ist das inhomogene 

Verteilungsmuster der Zellen nachzuvollziehen. Unmarkierte Zellen ließen sich in diesem 

Versuch relaxometrisch nicht nachweisen; das betreffende Pellet zeigt niedrige R2*- und R2-

Werte, wie sie auch bei vorangegangenen in-vitro-Versuchen beobachtet wurden (Abb. 24 A, 

linke Flanke). Die ROI-Analyse aller unterspritzten rechten Flanken zeigt erwartungsgemäß 

eine Zunahme der Relaxationsraten mit ansteigender Konzentration der in der Agaroselösung 

enthaltenen freien SPIO, letztlich also der Eisenkonzentration, bei weitgehend homogener 

Verteilung derselben. 

Um die festgestellten qualitativen Unterschiede zu quantifizieren, wurden bei der ROI-Ana-

lyse die R2*- und R2-Relaxationsraten ermittelt und vergleichend für in-vitro- vs. in-vivo-

Verhältnisse bzw. für freie vs. gebundene SPIO in Diagrammen dargestellt (Abb. 25). 

 

 

 

Abb. 25: Abhängigkeit der Relaxationsraten R2* und R2 von der SPIO-Konzentration und SPIO-
Kompartimentierung (frei oder zellgebunden) unter in-vivo- und in-vitro-Bedingungen. Zur 
Kontrolle der in-vivo-Messungen (B) wurden parallele Proben der injizierten Zellen unter Standard-
bedingungen in vitro gemessen (A). Aufgetragen sind hier die Relaxationsraten gegen die SPIO-
Konzentrationen unter Berücksichtigung des Umstands, ob es sich um freie oder zellgebundene SPIO 
handelt. 
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In den in-vivo-Messungen zeigte sich sowohl für freie als auch für gebundene SPIO ein 

Anstieg von R2* und R2 mit ansteigenden Eisenkonzentrationen (Abb. 25, B). Die hierbei 

erreichten Maximalwerte für R2* betrugen 77 sec
-1

 bei freien SPIO und 143 sec
-1

 bei 

gebundenen SPIO. Für R2 betrugen die Maximalwerte bei freien SPIO 32 sec
-1

  und bei 

gebundenen SPIO 10 sec
-1

. Trotz annähernd gleicher Eisenkonzentration sind somit zwischen 

freien und ungebundenen SPIO deutliche relaxometrische Unterschiede sowohl in R2* als 

auch in R2 nachweisbar. 

Ein ähnliches Verhalten der magnetischen Nanopartikel konnte in den in-vitro-Kontroll-

messungen bestätigt werden (Abb. 25, A). Steigende Eisenkonzentrationen führten hier 

ebenfalls zu sich erhöhenden Werten für R2* bzw. R2. Gebundene SPIO erreichten dabei 

einen R2*-Maximalwert von 77 sec
-1

, freie SPIO hingegen nur 49 sec
-1

. Umgekehrt verhielt 

es sich bei den R2-Maximalwerten, wobei gebundene SPIO mit 21 sec
-1

, freie jedoch mit 32 

sec
-1

 gemessen wurden. 

Für alle Messungen mit freien und gebundenen SPIO gilt, dass die in vivo ermittelten R2*-

Relaxationsraten größtenteils beträchtlich über den in-vitro-Vergleichskontrollen liegen. Bei 

den R2-Werten deutet sich ein gegensätzlicher Trend an, denn diese liegen in vitro tendenziell 

über den in vivo gemessenen. Somit kommt es unter in-vivo-Bedingungen zu einer Erhöhung 

der Differenz zwischen R2* und R2 mit zunehmenden Eisenkonzentrationen. Diese Differenz 

ist zudem aufgrund des sehr starken R2*-Anstiegs mit gleichzeitigem R2-Abfall in vivo bei 

gebundenen SPIO besonders ausgeprägt, so dass sie als Unterscheidungskriterium für die 

Abgrenzung von gebundenen und freien SPIO herangezogen werden könnte. Bei letzteren 

fällt die Differenz generell deutlich kleiner aus. Ein diesbezüglicher Grenz- bzw. Richtwert 

konnte hier nicht ermittelt werden und wäre Gegenstand weiterer Untersuchungen. 

Die Ergebnisse dieser Untersuchung zeigen, dass sowohl freie als auch via Antikörper 

gebundene SPIO konzentrationsabhängig in einem Organismus qualitativ mittels MR-

Tomographie wie auch quantitativ mittels MR-Relaxometrie nachgewiesen werden können. 

Eine Unterscheidung zwischen gebundenen und ungebundenen SPIO kann unter Berücksich-

tigung der R2*/R2-Differenz erfolgen. 
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4.4 Intravenöse Injektion von Antikörpern zur Bestimmung der Biodistribution 
 

Der letzte Abschnitt der vorliegenden Arbeit geht der Frage nach, wie sich Antikörper bzw. 

Antikörper-Konjugate zeit- und konzentrationsabhängig nach intravenöser Injektion in Mäuse 

im Organismus verteilen und in welchen Geweben sie akkumulieren. Bei den untersuchten 

Proben handelt es sich zum einen um ungekoppelte ART2.2-spezifische Antikörper und zum 

anderen um die Antikörper-SPIO-Konjugate, die bereits in den in-vitro-Versuchen vorgestellt 

wurden. 

 

4.4.1 Injektion des biotinylierten NIKA102-Antikörpers 
 

Wie bereits in vorangegangenen Kapiteln gezeigt werden konnte, ist der NIKA102 ein 

Antikörper, der spezifisch an ART2.2 bindet. Aus diesem Grund sollte er C57/BL6-Mäusen 

systemisch appliziert werden, um seine potenzielle Einsatzfähigkeit in vivo überprüfen zu 

können.  

Dafür stand die biotinylierte Variante des Antikörpers zur Verfügung, welcher in zwei ver-

schiedenen Mengen verabreicht wurde. Zwei Mäusen wurde je 1 µg, zwei weiteren je 10 µg 

des biotinylierten NIKA102 in einem Volumen von 200 µl intravenös in die Schwanzvene 

injiziert. Eine weitere Maus, im Folgenden Serum-Kontrolle genannt, erhielt eine Injektion 

mit 200 µl PBS ohne Antikörper. 

Die Tiere wurden zu unterschiedlichen Zeitpunkten – 1 und 24 Stunden nach der Injektion – 

betäubt und getötet. Aus Lymphknoten, Milz und Blut wurden primäre Lymphozyten aufge-

reinigt, welche gegen CD3 und ART2.2 angefärbt wurden (Abb. 26). Zudem wurde aus dem 

Blut das Serum gewonnen und analysiert, um die Menge des im Blut zirkulierenden Antikör-

pers bestimmen zu können. Bei der Positivkontrolle (in Abb. 26 nur mit „Kontrolle“ 

bezeichnet) handelt es sich um Lymphozyten des jeweiligen Gewebetyps, welche nachträglich 

in vitro mit 1 µl NIKA102
biot.

 markiert und dann wie alle anderen Zellen angefärbt wurde. 

Diese Proben zeigen die potenziell maximal erreichbare Anfärbbarkeit der Zellen. 
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Abb. 26: Intravenöse Injektion des ART2.2-spezifischen mAb NIKA102 und FACS-Analyse von 

T-Lymphozyten. 1 µg bzw. 10 µg des biotinylierten Antikörpers wurden in 200 µl Gesamtvolumen 

intravenös in die Schwanzvene injiziert und die Tiere nach 1 bzw. 24 Stunden getötet. (A) Aus 

Lymphknoten, Milz und Blut wurden primäre Lymphozyten gewonnen, mit α CD3-PE und Streptavidin-

633 angefärbt und im FACS untersucht. (B) Um die Menge der verbleibenden ungebundenen 

Antikörper im Serum zu bestimmen, wurden mit 1:2-verdünnten Serumproben der injizierten Tiere T-

Lymphozyten aus der Milz einer nicht mit dem Antikörper injizierten Maus angefärbt und im FACS 

analysiert. 

 

Bei den aus den Lymphknoten stammenden Lymphozyten waren nach 1h bei dem mit 10 µg 

des Antikörpers injizierten Tier 38% der CD3-positiven Zellen auch ART2.2-positiv. Nach 

24h stieg die Markierungsrate auf 84%. Es lässt sich dabei erkennen, dass zum 1h-Zeitpunkt 

zwei separate Zellpopulationen abzugrenzen sind: eine CD3/ART2.2-positive und eine weite-

re CD3-positive, aber größtenteils ART2.2-negative. Nach 24h sind beide Population zu einer 

homogenen Population verschmolzen, von der der überwiegende Teil (84%) ART2.2-positiv 

ist (maximale Anfärbbarkeit der Kontrolle: 95%). Das eben beschriebene Phänomen lässt sich 
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auch für die 1-µg-Mäuse konstatieren, wenn hier aber aufgrund der geringen verabreichten 

Antikörpermenge auch nur ein kleiner Anteil ART2.2-positiver T-Lymphozyten vorliegt (7% 

nach 1h bzw. 17% nach 24h). 

In der Milz sind die CD3-positiven Zellen bei den 10-µg-Mäusen bereits nach 1h zu 71% 

ART2.2-positiv. Dieser Anteil steigt nach 24h um weitere 11% auf 82% bei einer maximalen 

Anfärbbarkeit in vitro von 90%. Ein ähnlicher Trend wurde bei den 1-µg-Mäusen festgestellt: 

Der Anteil der ART2.2-positiven T-Lymphozyten stieg hier von 19% nach 1h auf 27% nach 

24h. Im Unterschied zu den Zellen der Lymphknoten sind die der Milz schon nach 1h größ-

tenteils markiert, und nach 24h erhöht sich dieser Anteil nur noch begrenzt. 

Die T-Lymphozyten des Blutes sind bei der 10µg-Maus nach 1h zu 92% mit dem 

NIKA102
biot.

 markiert, was gleichzeitig exakt der maximalen Anfärbbarkeit in vitro ent-

spricht. Nach 24h sinkt dieser Prozentsatz auf 59%. Auch in den 1-µg-Tieren lässt sich dieser 

Umstand nachvollziehen; hier sind nach 1h 20% der Zellen markiert, während der Wert nach 

24h auf 13% abfällt. 

Die Untersuchung der im Serum verbliebenen Antikörper sollte einerseits zeigen, welche 

Antikörpermengen benötigt werden und zu welchem Zeitpunkt die Injektion eines Anti-

körper-SPIO-Konjugats, also der zweiten Komponente des Markierungssystems, erfolgen 

sollte. Nur wenn möglichst geringe Serumspiegel des NIKA102
biot.

 vorliegen ist sicher-

gestellt, dass das Sekundärkonjugat nicht bereits im Blut an die noch ungebundenen Anti-

körper bindet und „abgefangen“ wird, bevor es sein eigentliches Ziel erreicht. 

Zur Durchführung dieses Tests wurden mit den Sera der vier injizierten Tiere Milz-Lympho-

zyten eines unbehandelten Kontrolltiers angefärbt. Die auf diese Art ex vivo markierten Zellen 

wurden dann wie die anderen Zellen gegen CD3 und ART2.2 angefärbt. Die 10-µg-Maus 

zeigte nach 1h einen hohen Serumspiegel des Antikörpers, mit welchem sich 92% der T-

Lymphozyten markieren ließen. Selbst nach 24h war der Spiegel immer noch so hoch, dass 

72% der Zellen angefärbt werden konnten. Bei den 1-µg-Tieren wurde sowohl nach 1h als 

auch nach 24h nur eine geringe Anfärbung der Lymphozyten erreicht. 

Zusammenfassend lässt sich mit dem intravenös applizierten NIKA102
biot.

 bei den T-

Lymphozyten aller untersuchten Gewebetypen in vivo ein Markierungsniveau erzielen, das 

fast dem einer in-vitro-Maximalfärbung entspricht. 

 



82 
 

4.4.2 Injektion der biotinylierten VHH s+16a 
 

Bei diesem Versuch kam die biotinylierte Variante der VHH s+16a zum Einsatz, welche 

intravenös injiziert wurde. Das Injektionsschema entspricht dem aus 4.4.1, d. h. zwei Mäuse 

erhielten 1 µg, zwei weitere Mäuse 10 µg des Antikörpers in einem Volumen von 200 µl 

intravenös in eine Schwanzvene injiziert. Einer fünften Maus, dem Serum-Kontrolltier, 

wurden 200 µl PBS ohne Antikörper injiziert. 

Die Tiere wurden zu unterschiedichen Zeitpunkten – 1 und 24 Stunden nach der Injektion – 

betäubt und getötet. Aus Lymphknoten, Milz und Blut wurden primäre Lymphozyten 

aufgereinigt, die nachfolgend gegen CD3 und ART2.2 angefärbt und im FACS untersucht 

wurden (Abb. 27). Gleiches trifft für die Sera der vier mit dem Antikörper injizierten Tiere 

zu, welche 1:2-verdünnt zur Anfärbung der Milz-Lymphozyten des Kontrolltiers gegeben 

wurden. Bei den Positivkontrollen (in Abb. 27 nur mit „Kontrolle“ bezeichnet) handelt es 

sich um Lymphozyten, welche nachträglich in vitro mit 1 µl s+16a
biot.

 markiert und dann wie 

alle anderen Zellen angefärbt wurden. 

In den Lymphknoten konnten 50% der T-Lymphozyten der 10µg-Maus nach 1h als ART2.2-

positiv nachgewiesen werden. Dieser Anteil sank nach 24h im Vergleichstier auf 10% ab. 

Ähnlich verhielt es sich bei den 1µg-Tieren, deren ART2.2-positive Fraktion von 7% nach 1h 

auf 5% nach 24h abfiel. Die maximale Anfärbbarkeit der in-vitro-Positivkontrolle lag bei 

83%. Im Gegensatz zum mAb NIKA102
biot.

 erfolgt im zeitlichen Verlauf keine weitere 

Markierung der T-Lymphozyten mit der s+16a
biot.

 – ganz im Gegenteil reduziert sich das 

Markierungsniveau der Zellen nach 24h erheblich. 

Die CD3-positiven Zellen der Milz des 10µg-Tiers waren nach 1h zu 53%, nach 24h jedoch 

nur noch zu 4% ART2.2-positiv. Dieser Trend konnte auch in den 1µg-Mäusen beobachtet 

werden; hier reduzierte sich der Anteil der interessierenden Zellpopulation von initial 16% auf 

2% innerhalb von 24h. In der in-vitro-Kontrolle ließen sich die T-Lymphozyten der Milz zu 

81% markieren.  

Auch im Blut war im zeitlichen Verlauf eine prozentuale Abnahme der ART2.2-positiven T-

Lymphozyten festzustellen. In den Tieren mit 10 µg des Antikörpers sank der Anteil von 40% 

nach 1h auf 2% nach 24h, in den Tieren mit 1 µg des Antikörpers von 17% auf 4%. In vitro 

ließen sich die Zellen zu 49% als ART2.2-positiv markieren. 
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Abb. 27: Intravenöse Injektion der VHH s+16a und FACS-Analyse von T-Lymphozyten. 1 µg bzw. 
10 µg des biotinylierten Einzeldomänen-Antikörpers wurden in 200 µl Gesamtvolumen intravenös in 
die Schwanzvene injiziert und die Tiere nach 1 bzw. 24 Stunden getötet. (A) Aus Lymphknoten, Milz 
und Blut wurden primäre Lymphozyten gewonnen, die mit α CD3-PE und Streptavidin-633 angefärbt 
und im FACS untersucht wurden. (B) Um die Menge der verbleibenden ungebundenen Antikörper im 
Serum bestimmen zu können, wurden mit 1:2-verdünnten Serumproben der injizierten Tiere T-
Lymphozyten aus der Milz einer nicht mit dem Antikörper injizierten Maus angefärbt und im FACS 
analysiert. 

 

Bemerkenswert ist das Ergebnis der Untersuchung der Sera: Nach 24h konnten keine 

nennenswerten Mengen des s+16a
biot.

 mehr nachgewiesen werden. Lediglich ca. 2% der 

Milzlymphozyten des Serum-Kontrolltiers konnten nach einem Tag durch im Serum 

verbleibende Restantikörper markiert werden. Nach 1h waren es, zumindest in dem Tier mit 

der hohen Antikörpermenge, noch 15%. 

Zusammenfassend gesagt lässt sich die VHH s+16a ebenfalls auf den T-Lymphozyten aller 

untersuchten Gewebe nach Injektion sicher nachweisen. Die Antikörpermarkierung nimmt 
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jedoch nach 24h deutlich ab. Die maximale in-vitro-Anfärbbarkeit der Zellen ist insgesamt 

geringer als bei Verwendung des mAb NIKA102. Im Serum ist die VHH nach 1h nur noch 

geringfügig, nach 24h praktisch nicht mehr nachweisbar. 

 

4.4.3 Injektion des Antikörper-SPIO-Konjugats anti-CD4-SPIO 
 

Da die SPIO das Kontrast gebende Element im MRT sind, sollten diese im Folgenden 

systemisch unter der Zielsetzung appliziert werden, ihre Anlieferung und Bindungsfähigkeit 

an T-Lymphozyten verschiedener Gewebe zu studieren. Beim hier verwendeten SPIO-

Konjugat handelt es sich um gegen Maus-CD4 gerichtete Antikörper, die mit SPIO-Partikeln 

gekoppelt sind. Letztere sind identisch mit den Partikeln, die mit α Maus IgG- bzw. α Ratte 

IgG-Antikörpern konjugiert bereits in vitro erfolgreich verwendet wurden. In diesem Fall 

wird exemplarisch auf das Antigen CD4 zurückgegriffen, da es sich zum einen um eine SPIO-

Markierung mit lediglich einer Komponente handelt und zum anderen bereits gezeigt worden 

ist, dass der Nachweis von CD4-SPIO mit einem α Dextran-Fluorochrom zuverlässig gelingt 

(vgl. 4.1.4). Das ART2.2-Markierungssystem verlangt mit den derzeit zur Verfügung stehen-

den Mitteln zwei Bestandteile: entweder einen ART2.2-spezifischen Primärantikörper in 

Kombination mit einem sekundären IgG-SPIO-Konjugat oder aber einen biotinylierten 

ART2.2-spezifischen Primärantikörper in Kombination mit einem sekundären Streptavidin-

SPIO-Konjugat. Da ein derartiges zweiteiliges System potenziell anfälliger für Fehler ist als 

ein einteiliges, sollte zunächst die CD4-SPIO-Injektion durchgeführt und analysiert werden. 

Das dialysierte CD4-SPIO-Konjugat wurde den Tieren in zwei unterschiedlichen Mengen 

injiziert. Zwei Mäuse erhielten 10 µl, zwei weitere Tiere 100 µl des Konjugats. Einem fünften 

Kontrolltier wurden 200 µl PBS intravenös injiziert. Die Tiere wurden 1h bzw. 24h nach der 

Injektion betäubt und getötet. Lymphknoten, Milz und Blut wurden den Mäusen entnommen 

und primäre Lymphozyten aufgereinigt, welche gegen CD3 und Dextran angefärbt und 

danach im FACS untersucht wurden (Abb. 28). 

Im Rahmen dieses Versuches konnten die α CD4-SPIO ausschließlich auf T-Lymphozyten 

des Tiers festgestellt werden, das 100 µl des Konjugats erhielt und nach 1h getötet wurde. In 

der FACS-Analyse der Lymphozyten aus den Lymphknoten ist hierbei nur eine kleine Frak-

tion (7%) Dextran-positiver Zellen zu erkennen. Die entsprechende in-vitro-Positivkontrolle 

ergab, dass sich die Zellen maximal zu 57% (= 33% aller CD3
+
-Zellen) markieren ließen. 
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Abb. 28: Intravenöse Injektion des Antikörper-SPIO-Konjugats α CD4-SPIO in C57/BL6-Mäuse 
und FACS-Analyse verschiedener Körpergewebe. 10 µl bzw. 100 µl des α CD4-SPIO-Konjugats 
wurden in 200 µl Gesamtvolumen intravenös in die Schwanzvene injiziert und die Tiere nach 1 bzw. 
24 Stunden getötet. (A) Aus Lymphknoten, Milz und Blut wurden primäre Lymphozyten gewonnen, die 
mit α CD3-APC und α Dextran-FITC angefärbt und im FACS untersucht wurden. (B) Um die Menge 
des verbleibenden ungebundenen Konjugats im Serum bestimmen zu können, wurden 1:2-verdünnte 
Serumproben der injizierten Tiere zu Milz-Lymphozyten gegeben, die von einer nicht injizierten 
C57/BL6-Maus stammten. Bei den Kontrollfärbungen handelt es sich um Lymphozyten aus dem 
angegebenen Gewebe der jeweiligen Tiere, welchen nachträglich in vitro 2 µl α CD4-SPIO zugesetzt 
wurden. Anschließend wurden auch diese Proben mit den bereits genannten Fluorochromantikörpern 
inkubiert. 

 

Auch in der Milz des 100µl/1h-Tiers wurden zellgebundene SPIO wiedergefunden. 20% der 

T-Lymphozyten waren hier Dextran-positiv und können somit als CD4
+
-Zellen eingestuft 

werden. In der in-vitro-Positivkontrolle zeigte sich, dass bei uneingeschränkter Verfügbarkeit 

des SPIO-Konjugats 64% der CD3
+
-Zellen auch als CD4

+
-Zellen markiert wurden. Die 

kleinen Fraktionen Dextran-positiver CD4
+
-T-Lymphozyten in den Lymphknoten und der 

Milz waren nach 24h nicht mehr nachzuweisen. 
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Im Blut ließen sich bei den 1h-Tieren sowohl B- als auch T-Lymphozyten mit α CD4-SPIO 

markieren. Bei der Gesamtheit der ersteren und einem Teil der letzteren muss es sich um eine 

unspezifische Bindung des Konjugats handeln, da B-Lymphozyten und zytotoxische T-

Lymphozyten keine CD4-Träger sind. In den 24h-Tieren waren diese unspezifischen 

Bindungen der SPIO an Blutlymphozyten nicht mehr nachweisbar. 

In sämtlichen untersuchten lymphatischen Geweben der drei anderen Tiere (10µl/1h, 

10µl/24h, 100µl/24h) sowie im Serum aller Tiere konnte darüber hinaus kein SPIO-Nachweis 

auf der Zelloberfläche erbracht werden.  

 

4.4.4 Sequenzielle Injektion der biotinylierten Antikörper s+16a bzw. NIKA102 und 

Streptavidin-SPIO 
 

In den Versuchen 4.4.1 – 4.4.3 konnte gezeigt werden, dass sowohl Primärantikörper des 

ART2.2-Markierungssystems als auch – mit Einschränkungen – Antikörper-SPIO-Konjugate 

Lymphozyten in verschiedenen Geweben erreichen und an diese binden. Somit sollten nun in 

einem weiteren Schritt nacheinander die VHH s+16a
biot.

 bzw. der mAb NIKA102
biot.

 gefolgt 

von einem Streptavidin-SPIO-Konjugat in Mäuse injiziert werden, was dem ART2.2-

Markierungssystem entspricht. 

Für den Versuch wurden drei Tiere verwendet. Von diesen wurden einem Tier 20 µl des 

s+16a
biot.

 und zwei Tieren je 10 µl des NIKA102
biot.

 intravenös verabreicht. Eine Sekundär-

injektion mit 100 µl Streptavidin-SPIO folgte nach 1h bei der s+16a
biot.

-Maus bzw. nach 1,5h 

und 24h bei den NIKA102
biot.

-Mäusen. Bei den injizierten Antikörper- bzw. SPIO-Volumina 

handelt es sich um die Mengen, die in den Vorversuchen zu den aussagekräftigsten 

Ergebnissen führten. Auch die Abstände zwischen erster und zweiter Injektion orientieren 

sich an den zuvor bereits gewonnenen Erkenntnissen. Die Mäuse wurden jeweils 1,5h nach 

der Zweitinjektion betäubt und getötet. Aus Lymphknoten, Milz und Blut wurden primäre 

Lymphozyten aufgereinigt, welche gegen CD3 und Dextran angefärbt und im FACS 

analysiert wurden. Zudem erfolgten zwei parallele Kontrollfärbungen pro Gewebetyp. Der 

ersten Kontrolle wurden nachträglich in vitro je 2 µl Streptavidin-SPIO zugesetzt, während 

die zweite Kontrolle mit je 1 µl des Primarantikörpers (je nach Tier entweder s+16a
biot.

 oder 

NIKA102
biot.

) und anschließend 1 µl Streptavidin-FITC nachgefärbt wurde (Abb. 29). 
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Abb. 29: Sequenzielle intravenöse Injektion biotinylierter ART2.2-spezifischer Antikörper und 
Streptavidin-SPIO und FACS-Analyse verschiedener Körpergewebe. In drei C57/BL6-Mäuse 
wurden zuerst entweder der biotinylierte NIKA 102 oder die biotinylierte s+16a und nach der angege-
benen Zeit 100 µl Streptavidin-SPIO injiziert. 90 Minuten nach Applikation der SPIO wurden die Tiere 
getötet und aus Lymphknoten, Milz und Blut primäre Lymphozyten gewonnen, welche mit α CD3-APC 
und α Dextran-FITC angefärbt wurden (jeweils linkes Panel). Um qualitativ und quantitativ zu kontrol-
lieren, ob der Primärantikörper angekommen ist, wurden in einer Nachfärbung die Lymphozyten nach-
träglich mit 2 µl Streptavidin-SPIO inkubiert und in der o. g. Art und Weise angefärbt (jeweils mittleres 
Panel). In einer weiteren Kontrollfärbung wurden die Zellen zuerst mit je 1 µl des entsprechenden 
Primärantikörpers inkubiert, bevor sie mit Streptavidin-FITC und α CD3-APC angefärbt wurden 
(jeweils rechtes Panel). 
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Die Ergebnisse zeigen, dass die injizierten SPIO auf T-Lymphozyten der drei untersuchten 

Gewebe Lymphknoten, Milz und Blut nicht detektiert werden konnten. Dieser Umstand trifft 

auf alle drei Tiere zu (Abb. 29, jeweils linke Panels). 

Bemerkenswert ist, dass ein nicht unerheblicher Anteil von bis zu 25% der B-Lymphozyten 

der Milz Dextran-positiv war, so dass es hier wiederum zu einer unspezifischen Bindung von 

SPIO gekommen sein muss. Dieses Phänomen konnte bereits in Abschnitt 4.4.3 festgestellt 

werden. 

Die erste Kontrollfärbung (Abb. 29, jeweils mittleres Panel) belegt, dass die biotinylierten 

Primärantikörper in den Lymphknoten und der Milz adäquat angeliefert wurden und an die 

dortigen T-Lymphozyten gebunden sind, denn bei nachträglicher Zugabe von Streptavidin-

SPIO und Anfärbung mit α Dextran-FITC lassen sich bei allen drei Tieren Dextran-positive 

CD3-Zellpopulationen abgrenzen. Von der Größenordnung her entsprechen letztere ungefähr 

dem Gewebe-spezifischen Anteil der T-Lymphozyten, auf denen schon in den Versuchen 

4.4.1 und 4.4.2 der jeweilige ART2.2-spezifische Antikörper nachgewiesen werden konnte. 

Interessanterweise konnten auf den Blutlymphozyten aller drei Tiere keine SPIO nachge-

wiesen werden, was impliziert, dass zum Zeitpunkt der Analyse die s+16a
biot.

 bzw. der 

NIKA102
biot.

 auf den Zellen nicht (mehr) präsent war. Bei der ersten Kontrollfärbung wurden 

B-Lymphozyten – vornehmlich in Lymphknoten und Milz, weniger hingegen im Blut – 

abermals unspezifisch mit SPIO markiert. 

Die zweite Kontrollfärbung (Abb. 29, jeweils rechtes Panel), bei welcher es sich um einen 

direkten in-vitro-Nachweis des biotinylierten Antikörpers handelt und an der keine SPIO 

beteiligt sind, weist unterschiedliche Ergebnisse auf. Im s+16a-/1h-Tier ließ sich der Primär-

antikörper in allen drei Geweben nur zu einem geringen Prozentsatz auf T-Lymphozyten 

nachweisen. Ein ähnliches Ergebnis wurde für das NIKA102-/24h-Tier ermittelt. In der 

NIKA102-/1h-Maus ließen sich hingegen in allen drei Geweben nennenswerte Populationen 

von CD3
+
/ ART2.2

+
-Zellen abgrenzen: In den Lymphknoten betrug deren Anteil 57%, in der 

Milz 45% und im Blut ebenso 45%. Bei dieser zweiten Kontrollfärbung trat auch keine 

unspezifische Markierung von B-Lymphozyten auf. 
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5 Diskussion 

 

5.1 Nachweis und Detektion von SPIO auf der Zelloberfläche 
 

Ein direkter durchflusszytometrischer Nachweis der ART2.2-Expression auf transfizierten 

DC27.10-Lymphomzellen wurde bereits früher von Mitgliedern unserer Arbeitsgruppe 

erbracht. Gleiches gilt für die Dosis-Wirkungs-Abhängigkeit der ART2.2-Aktivität mit dem 

Substrat etheno-NAD (Krebs et al. 2003, Bannas 2007). Um diese Ergebnisse in Relation zu 

bringen, wurden sie um den bislang noch nicht gezeigten ART2.2-Nachweis auf MD27-

Zellen erweitert, welche das Enzym natürlicherweise exprimieren und somit repräsentativ für 

Körperzellen sind, auf denen ein bestimmtes Antigen nachgewiesen werden soll. In FACS-

Analysen nahmen MD27-Zellen bezüglich des Expressions- und Aktivitätsniveaus eine 

Intermediärstellung zwischen untransfizierten und ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen ein. 

Der indirekte Nachweis der SPIO-Konjugate auf der Zelloberfläche erfolgte mittels Immun-

fluoreszenzmikroskopie und Durchflusszytometrie. Für beide Methoden wurde ein gegen die 

Dextranhülle der SPIO gerichteter Fluoreszenz-gekoppelter anti-Dextran-Antikörper verwen-

det. Die erfolgreiche Anwendung dieses Antikörpers zum Zweck des durchflusszytome-

trischen Nachweises von SPIO konnte bereits von anderen Autoren gezeigt werden (Peld-

schus et al. 2010). Im unmittelbaren Vergleich zwischen einer Direktanfärbung des Antigens 

und einer Anfärbung mit vorgeschaltetem SPIO-Konjugat ließen sich für die geprüften 

Antigene CD4 und CD8 keine Unterschiede feststellen. Für das Antigen ART2.2 war die 

Anfärbung mit dem SPIO-Konjugat gegenüber der Direktanfärbung insgesamt schwächer, 

aber in ausreichendem Maße vorhanden (Abb. 13). Eine mögliche Ursache für diese Diskre-

panz mag im Umstand begründet liegen, dass in diesem letzten Fall ein zusätzlicher Anti-

körper, der ART2.2-spezifische NIKA102, am Markierungssystem beteiligt ist, was bei den 

Antigenen CD4 und CD8 nicht zutrifft. In den durchgeführten FACS-Analysen ließ sich 

zudem feststellen, dass die SPIO-Konjugate offenbar in geringem Maße auch unpezifisch an 

B-Zellen binden (Abb. 13). Dieses Phänomen ließ sich auch in den späteren in-vivo-

Versuchen beobachten. Immunfluoreszenzmikroskopisch konnte ebenfalls ein erfolgreicher 

Nachweis spezifisch zellgebundener SPIO-Konjugate erbracht werden (Abb. 14). 

Der direkte Nachweis der Nanopartikel auf der Zelloberfläche wurde mittels TEM erbracht. In 

den Aufnahmen waren in den jeweiligen Positivkontrollen SPIO auf der Zellmembran zu 

erkennen, deren Größe anhand der Skala auf einen Durchmesser von 10-20 nm beziffert 

werden kann. Der vom Hersteller angegebene hydrodynamische Durchmesser der hier als 
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SPIO verwendeten MicroBeads
®
 beträgt ca. 50 nm. Die Größendifferenz ergibt sich aus der 

zusätzlich vorhandenen und in der TEM unsichtbaren Dextranschicht, welche die hier 

eigentlich sichtbare Struktur des SPIO-Kerns umgibt (LaConte et al. 2005). In den 

mikroskopischen Aufnahmen ist weiterhin zu erkennen, dass die SPIO bündelweise zusam-

mengelagert an bestimmten Abschnitten der Zellmembran auftreten. Interessanterweise 

besteht diesbezüglich eine Präferenz für Membranausstülpungen. Das bündelweise Auftreten 

mag darin begründet liegen, dass der SPIO-Kern grundsätzlich keine runde Erscheinung sein 

muss, sondern aus mehreren dicht beeinander liegenden kugelförmigen Domänen bestehen 

kann. Denkbar ist auch eine Ansammlung mehrerer SPIO-Partikel, z. B. aufgrund dessen, 

dass ein ART2.2-Molekül mehrere Zielproteine in seiner unmittelbaren Umgebung etheno-

ADP-ribosyliert hat, welche nun als Fixpunkte dienen. Ein weiterer nennenswerter Aspekt, 

der regelmäßig in den Aufnahmen beobachtet werden konnte, ist die beginnende 

Inkorporation der SPIO, also ihre Aufnahme in die Zelle. Typischerweise waren die Partikel 

in diesem Fall in den submembranösen Abschnitten zu erkennen. Durch konsequentes 

Arbeiten bei 4°C wurde versucht, dieses Phänomen weitestgehend zu unterbinden. Letztlich 

stellt dieser Vorgang jedoch den physiologischen Entsorgungsweg der SPIO dar, welche 

schließlich dem natürlichen Eisenspeicher der Zelle zugeführt werden (Weissleder et al. 

1989). In einem lebenden Organismus ist daher die Antigen-spezifische Markierung extra-

zellulärer Membranproteine nur von begrenzter Dauer, deren genaue Bestimmung Gegen-

stand weiterer Untersuchungen wäre. 

 

5.2 In-vitro-Charakterisierung SPIO-markierter Lymphomzellen im MRT 
 

Die Experimente in diesem Abschnitt sollten mit den quantifizierenden Methoden der 

Durchflusszytometrie, Magnetresonanztomographie und Atomabsorptionsspektrometrie die 

Basis für die geplanten in-vivo-Versuche schaffen und werden im Folgenden diskutiert. 

Das ART2.2-Expressions- bzw. ART2.2-Aktivitätsniveau wurde mittels FACS-Analyse be-

reits im ersten Abschnitt der Arbeit bestimmt. In den nun parallel dazu durchgeführten MR-

Relaxometrien konnte die Markierung der ART2.2 bzw. etheno-ADP-ribosylierter Proteine 

durch SPIO-Konjugate (Abb. 17, 18) gezeigt werden. In vergleichenden durchflusszyto-

metrischen und MR-relaxometrischen Dosis-Wirkungs-Analysen ART2.2-exprimierender 

Zellen mit dem Substrat etheno-NAD zeigten sich eine deutliche Dosisabhängigkeit sowie 

positive lineare Korrelationen mit r ≥ 0,96 zwischen beiden Verfahren (Abb. 19, 20, 30). 

Momentan ist die FACS-Analyse der Goldstandard zur Quantifizierung der ART2.2-
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Expression und –Aktivität (Krebs et al. 2003, Bannas et al. 2005). Die vorliegenden 

Ergebnisse belegen, dass die MRT-Relaxometrie unter Verwendung von SPIO als 

alternatives, zuverlässiges Verfahren zur Bestimmung der Expression und Enzymaktivität  

mit der potenziellen Option des Einsatzes bei in-vivo-Experimenten genutzt werden kann. 

Beim Vergleich der Daten aus MRT und AAS zeigten sich ebenfalls positive lineare Korrela-

tionen von r ≥ 0,87 zwischen R2/R2* und dem Eisenoxidgehalt pro Zelle bzw. zwischen 

R2/R2* und der Eisenoxidkonzentration der Inkubationsüberstände der Zellen (Abb. 22). 

Zugrunde gelegt wurde hierbei eine aufsteigende etheno-NAD-Titrationsreihe mit transfi-

zierten DC27.10-Zellen. Mithilfe der AAS konnte ein Schätzwert der erforderlichen Eisen-

oxidmenge pro Zelle ermittelt werden, die erforderlich ist, um Zellen im MR-relaxometrisch 

nachzuweisen. Dieser Wert beträgt rund 25 fg/Zelle und wurde bereits bei 150 nM etheno-

NAD, der kleinsten verwendeten Menge des Substrats, erreicht. Die Maximalbeladung der 

Zelloberfläche mit Eisenoxid-Konjugaten betrug 84 fg/Zelle bei Zusatz von 10 µM etheno-

NAD. Eine sigmoidale Zunahme der Eisenoxidbeladung pro Zelle mit steigenden Substrat-

mengen ist anzunehmen (Abb. 22, C), welche der ART2.2-Enzymkinetik entspricht. 

Insgesamt zeigten sich konstant hohe positive Korrelationen zwischen den drei angewandten 

Verfahren der Durchflusszytometrie, MRT und AAS, welche sich somit als weitgehend 

gleichwertig herausstellten und daher allesamt zur Analyse SPIO-markierter Zellen geeignet 

erscheinen. 

 

5.3 In-vivo-Darstellung subkutan injizierter SPIO-beladener Lymphomzellen 
 

Die Markierung von Zellen mit den hier verwendeten SPIO und anschließender in-vivo-

Applikation im Tiermodell wurde bereits als sensitive Methode der nicht-invasiven Zielver-

folgung dieser Zellen im MRT beschrieben (Jendelová et al. 2005, Syková and Jendelová 

2005, Ruhparwar et al. 2006). Als Zielantigene in den Stammzellen-orientierten Ansätzen der 

genannten Studien dienten CD34 und CD133 auf humanen Zellen. Da die verwendeten SPIO 

ähnlich denen sind, für die bereits eine klinische Zulassung existiert, kann die hier beschrie-

bene Methode potenziell auf weitere klinisch relevante Antigene ausgeweitet werden. Ande-

rerseits besteht ebenfalls die Möglichkeit, mit dem vorgestellten System die Wirksamkeit 

neuer SPIO-Präparate in einem kontrollierten experimentellen Rahmen zu evaluieren. 

Der Ausgangspunkt sämtlicher in-vivo-Versuche der vorliegenden Arbeit war zunächst die in-

vivo-Analyse subkutan injizierter Zellen, welche bereits in vitro mit SPIO markiert wurden. 
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Hierbei galt es insbesondere auch den Aspekt näher zu beleuchten, ob sich die zellgebun-

denen SPIO im MRT von freien SPIO, welche die in-vivo-Ergebnisse verfälschen können, 

unterscheiden lassen. Ferner sollte überprüft werden, ob sich die in-vitro-Ergebnisse auf in-

vivo-Bedingungen übertragen lassen. Aus diesem Grund wurden gleichartig markierte Zellen 

parallel in vitro und in vivo analysiert. 

Die Untersuchungen zeigten, dass sich alle markierten ART2.2-transfizierten DC27.10-Zellen 

bereits bei der geringsten verwendeten Substratmenge von 0,1 µM etheno-NAD sowohl in 

T2-gewichteten Aufnahmen wie auch in der T2- und T2*-Relaxometrie sicher nachweisen 

lassen. Die Stärke des Signalabfalls bzw. die Relaxationsraten R2/R2* korrelierten mit der 

Höhe der Substratkonzentration, so dass auch unter in-vivo-Bedingungen eine Dosis-Wir-

kungs-Abhängigkeit konstatiert werden kann. Analoge Ergebnisse konnten für die freien 

SPIO verzeichnet werden. Für endogen ART2.2-exprimierende MD27-Zellen wird bei glei-

cher Substratmenge eine entsprechend höhere Detektionsgrenze erwartet. 

In der vergleichenden Analyse gleichartiger Zellen unter in-vitro- bzw. in-vivo-Bedingungen 

zeigten sich in vivo substantiell erhöhte R2*-Werte bei gleichzeitig verringerten R2-Werten. 

Die ausgeprägte und isolierte Erhöhung gerade der R2*-Werte wird in erster Linie Suszepti-

bilitätsartefakten zugeschrieben, welche bei Magnetfeldinhomogenitäten in T2*-gewichteten 

Aufnahmen, letztere ohne korrigierend wirkenden Refokussierungsimpuls wie in T2-gewich-

teten Aufnahmen, prädisponiert auftreten. Im Körpergewebe treten diese Artefakte in An-

wesenheit ferromagnetischen Materials, hier in Form von SPIO, in Abhängigkeit von deren 

Menge deutlicher zutage. Bei großen Mengen SPIO-markierter Zellen stellt sich dieser 

Umstand als Nachteil dar, der durchaus die Messergebnisse nach oben verfälschen kann; 

gleichzeitig hat dieser T2*-Effekt jedoch eine herausragende Sensitivität bei der Detektion 

kleinster Mengen SPIO-markierter Zellen. Es wurde beschrieben, dass die Sensitivität von 

R2*-Messungen im letztgenannten Fall etwa 70-fach höher als die von R2-Messungen ist 

(Bowen et al. 2002). Die verringerten R2-Werte sind möglicherweise durch die inhomogene 

Zellverteilung in den Gelpellets bedingt. Hier bildeten die markierten Zellen offenbar nach 

der Injektion Aggregate, welche in den jeweils linken Flanken der Tiere gut erkennbar sind 

(Abb. 24 B-D). Auch in den axialen T2- und T2*-Relaxationszeitkarten dieser Abbildungen 

war die inhomogene Zellverteilung vor der Messung der Relaxationszeiten gut zu erkennen, 

so dass die ROIs zur Ermittlung der Relaxationsraten bewusst nicht um das gesamte Gel-

pellet, sondern individuell um die Zellagglomerate positioniert wurden. Weitere Einschrän-

kungen der in-vivo-Messungen, die die Genauigkeit der ermittelten Werte beeinflussen 
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können, sind die Atembewegungen der Tiere sowie gewebespezifisch unterschiedliche R2- 

und R2*-Basalwerte. Um die angesprochenen Probleme zu minimieren – insbesondere die 

suszeptibilitätsbedingte Überschätzung der R2*-Werte – wäre die Etablierung von MRT-

Korrekturalgorithmen notwendig (Dahnke and Schaeffter 2005). 

Die wichtige Unterscheidung zwischen zellgebundenen und freien SPIO könnte entsprechend 

den vorliegenden Ergebnissen über eine differenzierte Analyse der R2/R2*-Relaxationsraten 

erfolgen. Kuhlpeter und Kollegen, die ein ähnliches Studiensystem verwendeten, ermittelten 

bei in-vivo-Messungen subkutan injizierter SPIO-markierter Zellen ebenfalls stark erhöhte 

R2*- und verringerte R2-Werte im Vergleich zu freien SPIO. Sie schlugen daher die Berech-

nung eines R2´-Wertes („R2-Strich“) als Differenz von R2* und R2 vor, anhand dessen ein-

deutig zwischen zellassoziierten und freien SPIO unterschieden werden konnte (Kuhlpeter et 

al. 2007). Demnach sind zellgebundene SPIO durch hohe R2´-Werte und freie SPIO durch 

niedrige, teilweise gegen null tendierende, R2´-Werte gekennzeichnet. Aufgrund dessen 

kommen in R2´-Aufnahmen mit entsprechender Farbcodierung nur noch Areale mit zell-

gebundenen, nicht jedoch mit freien SPIO zur Abbildung. 

 

5.4 Intravenöse Injektion von Antikörpern in C57/BL6-Mäuse zur Bestimmung der 

Akkumulationsorte 
 

Die Versuche dieses Abschnitts beschäftigten sich mit der Frage, ob sich die Komponenten 

des in dieser Arbeit etablierten SPIO-Markierungssystems nach intravenöser Injektion in 

verschiedenen Gewebetypen nachweisen lassen. Da das System aus zwei Komponenten 

besteht, erfolgte eine schrittweise Injektion und Analyse der Komponenten. 

 

Intravenöse Injektion der Primärantikörper 

Die erste Komponente des Markierungsystems ist ein ART2.2-spezifischer Antikörper, 

welcher in Form des konventionellen Antikörpers NIKA102
biot.

 sowie der VHH s+16a
biot.

 

injiziert wurde. Beide Primärantikörper unterscheiden sich hinsichtlich Morphologie und 

funktioneller Aspekte (vgl. 1.3.2), was unterschiedliche Implikationen für ihren in-vivo-

Einsatz hat (Abb. 30). Wichtige Aspekte waren hierbei insbesondere die Dauer des Anti-

körperverbleibs an der Zielzelle und die Menge des im Serum zirkulierenden Antikörpers 

nach definierten Zeitabständen. 
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Abb. 30: Vergleich konventioneller Antikörper mit Einzeldomänenantikörpern. (A) Größenver-
gleich konventioneller Antikörper wie beispielsweise dem hier verwendeten NIKA102 mit Einzeldomä-
nenantikörpern. Letztere wurden in Form der ART2.2-spezifischen s+16a verwendet. (B) Während 
konventionelle Antikörper an gut zugängliche und auf der Oberfläche von Proteinen liegende Epitope 
binden, erreichen VHH größenbedingt auch versteckte und in spaltenartigen Vertiefungen von Pro-
teinen liegende Epitope und sind daher vielfältig einsetzbar. Die s+16a bindet an ein solches in einer 
Vertiefung liegendes Epitop der ART2.2 und blockiert dadurch reversibel deren enzymatische Aktivi-
tät. 

 

Es konnte gezeigt werden, dass der NIKA102
biot.

 auf Lymphozyten in den untersuchten Ge-

weben Lymphknoten, Milz und Blut sicher nachweisbar ist. Des Weiteren gelang in vivo im 

Vergleich zu einer in-vitro-Anfärbung eine submaximale Markierung der Lymphozyten. Dies 

kann als effektive Anlieferung dieses Primärantikörpers gewertet werden. Gewebespezifisch 

ließen sich einige Besonderheiten feststellen. In den Lymphknoten war eine zeitliche Dyna-

mik der Anfärbbarkeit der Lymphozyten derart zu beobachten, dass der Anteil der mit dem 

Antikörper markierten Zellen nach 24h beträchtlich zunahm. Dieser Umstand mag darin 

begründet liegen, dass jene T-Lymphozyten, die unmittelbar perivaskulär im Lymphknoten 

lagen bzw. soeben über die hoch-endothelialen Venulen in den Paracortex übergetreten sind, 
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die Population darstellen, die schon nach 1h als ART2.2-positiv nachgewiesen werden konn-

te. Im Verlauf der nächsten 24h kam es offenbar zu einer zunehmenden Durchdringung des 

Lymphknotengewebes mit dem Antikörper, so dass ein Großteil der T-Lymphozyten in den 

Lymphknoten schließlich mit dem biotinylierten Antikörper markiert wurde. Dies betraf dann 

auch Regionen, die weiter von den Gefäßen entfernt sind bis hin zu den üblicherweise nur 

spärlich mit T-Lymphozyten bestückten Keimzentren. Die Lymphozyten der Milz hingegen 

waren größtenteils schon nach 1h ART2.2-positiv. Die morphologischen Besonderheiten 

dieses Organs könnten dafür ursächlich sein, denn die T-Lymphozyten liegen hier in den 

periarteriellen Lymphscheiden, welche die zuführenden Zentralarterien in ihrem Verlauf 

umgeben. Bedenkt man ferner die Abwesenheit eines Kapillarsystems und das weitgehend 

offene Zirkulationssystem, so wird – ermöglicht durch kurze Anlieferwege und somit eine 

schnelle Verfügbarkeit des injizierten Antikörpers – der hohe Anteil der markierten Zellen in 

der Milz bereits nach 1h verständlich. Die T-Lymphozyten im Blut erreichten ebenfalls 

bereits nach 1h ein maximales Markierungsniveau, was dem Umstand der intravenösen 

Applikationsform mit daraus resultierender unmittelbarer Verfügbarkeit des Antikörpers 

geschuldet sein dürfte. Im weiteren zeitlichen Verlauf gelangen die Blut-Lymphozyten in die 

Organe des RES, hierbei vornehmlich in die Milz, und werden dort offenbar als mit einem 

Fremdkörper versehene Körperzellen aus der Zirkulation entfernt und entsorgt. Dies kann 

eine plausible Erklärung für die Abnahme der Antikörper-markierten Zellen im Blut nach 24h 

sein. Bei der Analyse des Serums zeigten sich auch noch 24h nach der Injektion verbleibende 

hohe Antikörpermengen, die ein nachfolgend injiziertes Antikörper-SPIO-Konjugat uner-

wünschter Weise bereits im Blut binden würden. Hier wäre zu erwägen, die NIKA102
biot.

-

Menge eventuell zu titrieren, da 1 µg offenbar eine für die Markierung von Zellen zu geringe, 

10 µg hingegen eine – gerade im Hinblick auf die Serumspiegel – zu hohe Dosis darstellen. 

Auch der ART2.2-spezifische Primärantikörper VHH s+16a
biot.

 konnte erfolgreich in Lymph-

knoten, Milz und Blut nachgewiesen werden. In allen untersuchten Gewebetypen des 10-µg-

Tiers wurden bereits 1h nach der Injektion zwischen 40% und 53% der T-Lymphozyten als 

ART2.2-positiv erkannt. Die maximale in-vitro-Anfärbbarkeit dieser Zellen war insgesamt 

geringer als beim NIKA102
biot.

. Ebenfalls im Gegensatz zum NIKA102
biot.

 war nach Ablauf 

von 24h eine starke Abnahme der CD3
+
/ART2.2

+
-Populationen in allen untersuchten Gewe-

ben zu verzeichnen. Offenbar bedingt die im Vergleich zum NIKA102
biot.

 geringere Affinität 

der s+16a zum Enzym, dass der Antikörper nach wenigen Stunden den Kontakt zur Zelle 

verliert und wieder in das Blut abgegeben wird. Betrachtet man diesbezüglich zudem die 

Serumanalysen, so fallen – gerade auch im Hinblick auf den NIKA102
biot.

 – vergleichsweise 
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geringe Antikörpermengen sowohl nach 1h als auch nach 24h auf. Es ist bekannt, dass VHH 

wie die s+16a
biot.

 aufgrund ihrer geringen Größe rasch über die Niere ausgeschieden werden. 

Bereits nach 1h haben die Tiere einen Großteil des Antikörpers renal eliminiert, wobei es 

nach 24h zu einer fast vollständigen Ausscheidung gekommen ist. Dieser Umstand ist für die 

Markierung mit einer sekundären Komponente von Wichtigkeit, denn in einem Zeitfenster, 

das wenige Stunden umfasst, läuft die im Serum verbleibende Antikörpermenge gegen Null. 

Dies wiederum ist eine ideale Voraussetzung für die zeitnahe Applikation des SPIO-Konju-

gats, welches nur an die markierten Zellen im Zielgewebe, nicht aber an zirkulierende 

Restantikörper binden soll. Die s+16a bietet diesbezüglich einen besseren Ausgangspunkt als 

der konventionelle mAb NIKA102
biot.

. Dieser besitzt jedoch nach den vorliegenden Ergebnis-

sen eine höhere Markierungseffizienz als die s+16a
biot.

, was sich bei letzterer als Einschrän-

kung darstellt. 

 

Anatomische Aspekte der Mikrozirkulation und deren Implikationen für die Extravasation von 

SPIO 

Ein Schlüsselpunkt bei der intravenösen Applikation von SPIO mit dem Ziel der molekularen 

Bildgebung ist deren Fähigkeit zum Austritt aus dem vaskulären Kompartiment. Dieser findet 

in der terminalen Strombahn, der Mikrozirkulation, statt und hängt im Wesentlichen vom 

Partikeldurchmesser ab, welcher bei den hier verwendeten SPIO etwa 50 nm beträgt. Die 

Mikrozirkulation lässt sich in die drei Komponenten der Arteriolen/Metarteriolen (zuführen-

der Schenkel), der Kapillaren (Austauschstrecke) und der Venulen (abführender Schenkel) 

untergliedern. In den Kapillaren und den postkapillären Venulen findet der Gas- und Stoffaus-

tausch statt, welcher durch die Eigenschaften des diese Gefäße auskleidenden Endothels 

bestimmt wird. Die lokale Beschaffenheit des Endothels ist ebenfalls für die Extravasation der 

SPIO von großer Bedeutung. 

Entsprechend der Ultrastruktur der Kapillarwand werden drei verschiedene Typen von Endo-

thel unterschieden. (1) Das kontinuierliche Endothel ist die häufigste Erscheinungsform und 

ist durch eine kontinuierliche Zellschicht mit geschlossenen Interzellularkontakten und nicht 

unterbrochener Basalmembran gekennzeichnet. Die Austauschvorgänge finden parazellulär, 

durch Rezeptor-vermittelte Transzytose oder durch transzelluläre Kanäle statt, welche sich als 

Resultat von Membranfusionsvorgängen ausbilden. Diese Endothelform kommt z. B. im 

zentralen und peripheren Nervensystem, Muskel-, Knochen-, Fett- und Bindegewebe wie 

auch in Lunge und Herz vor. Hier werden parazellulär im Wesentlichen Wasser, Elektrolye 

und kleinmolekulare Substanzen ausgetauscht, für welche die Adhärenskontakte durchlässig 
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sind. Größere Moleküle können dieses Endothel nur selektiv transzellulär passieren. (2) Das 

fenestrierte Endothel weist ebenfalls geschlossene Interzellularkontakte und eine intakte 

Basallamina auf, jedoch ist es in dünneren Zellabschnitten stellenweise mit Ansammlungen 

von etwa 70 nm großen Aussparungen, so genannten Fenstern oder Fenestrae, versehen. In 

diesen Fenstern befindet sich ein Diaphragma, bei welchem es sich um die negativ geladene 

Glykokalyx von Membranproteinen handelt. Diese verhindert den Austritt von ebenfalls ne-

gativ geladenen Plasmaproteinen, erlaubt aber den fast ungehinderten Durchtritt von Peptiden, 

organischen Verbindungen und Ionen. Dieses Endothel kommt u. a. in den endokrinen Orga-

nen sowie in der Darmmukosa vor. (3) Das diskontinuierliche Endothel ist durch große Poren 

charakterisiert, die nicht von Diaphragmen verschlossen sind und eine Größe von 40-400 nm 

aufweisen. Die Basallamina ist unterbrochen bzw. fehlt ganz. Die Endothelfunktion ist hier 

vollständig aufgehoben, so dass eine freie Durchgängigkeit für praktisch alle Plasmabestand-

teile existiert. Solche Gefäße finden sich in den Lebersinusoiden sowie den Sinus des 

Knochenmarks und der Milz. Auch in den postkapillären Venulen ist die Permeabilität des 

Endothels relativ hoch mit der Möglichkeit des ungehinderten Durchtritts großer Plasmapro-

teine bzw. von Substanzen mit höherem Molekulargewicht. Der Grund hierfür sind undichte 

Zellkontakte, die sich unter inflammatorischen Bedingungen auch ganz auflösen können 

(Lüllmann-Rauch 2003, Benninghoff 2004). 

Das diskontinuierliche Endothel und die postkapillären Venulen sind somit potenzielle Orte 

der Extravasation von SPIO. Auch die Möglichkeit einer endothelialen Transzytose sind für 

die kleineren – hier allerdings nicht verwendeten – USPIO beschrieben worden (Weissleder et 

al. 1990). Ob diese Transportform auch für herkömmliche SPIO zutrifft ist unklar. 

 

Intravenöse Injektion von SPIO-Präparaten 

Polymerbeschichtete SPIO haben nach gegenwärtigem Kenntnisstand allenfalls geringe Aus-

wirkungen auf die Lebensfähigkeit von Zellen und deren Funktionen (Thorek et al. 2006). 

Nach Verabreichung wurden insgesamt nur milde Nebenwirkungen beobachtet, die zudem 

von kurzer Dauer waren. In einem Konzentrationsbereich von 0,1 bis 10 µmol Fe/ml konnten 

von einer Arbeitsgruppe keine toxischen Effekte festgestellt werden (Sun et al. 2005). Somit 

eignet sich dieses Kontrastmittel aufgrund seiner guten Biokompatibilität und geringen Toxi-

zität zur in-vivo-Anwendung. 

Verschiedene Autoren zeigten den erfolgreichen Einsatz von MRT-Kontrastmittel zur mole-

kularen Bildgebung einerseits nach in-vitro-Internalisation von SPIO in CD8-positive bzw. 
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CD34-positive Zellen mit anschließender intravenöser in-vivo-Applikation dieser Zellen 

(Kircher et al. 2003, Lewin et al. 2000). Andererseits konnte ebenfalls die Antikörper-

vermittelte Kontrastmittelmarkierung klinisch relevanter Antigene – wie es auch in dieser 

Arbeit beabsichtigt war – demonstriert werden. Artemov und Kollegen zeigten beispielsweise 

mithilfe eines biotinylierten mAb gegen das Antigen Her2/neu in Kombination mit einem an 

Avidin gekoppelten Gadolinium-Chelatorkomplex (Avidin-GdDTPA) die Markierung und 

MRT-Detektion Her2/neu-exprimierender Tumoren im Tiermodell nach intravenöser sequen-

zieller Verabreichung beider Komponenten (Artemov et al. 2003). Bulte und Kollegen argu-

mentierten ferner, dass das mAb-basierte targeting von Kontrastmittel vielversprechender mit 

SPIO als mit Gadolinium-basierten Verbindungen ist, da SPIO bereits in nanomolaren 

Konzentrationen effiziente Relaxationseffekte erzeugen, Gadolinium hingegen erst in milli-

molaren Konzentrationen (Bulte et al. 1992). Zur Kopplung des spezifischen Antikörpers an 

das Kontrastmittel bedienten sich die beiden letztgenannten Arbeitsgruppen der hoch affinen 

(Strept-)Avidin-Biotin-Bindung. Es konnte gezeigt werden, dass mithilfe dieser Bindung 

Zellen ausreichend effektiv mit Eisenoxid beladen werden können, um sogar eine Einzelzell-

darstellung im MRT zu ermöglichen (Shapiro et al. 2007). Somit fand diese Methode auch im 

Rahmen der in-vivo-Versuche dieser Arbeit Anwendung mit dem Ziel der Bindung der 

biotinylierten ART2.2-spezifischen Antikörper durch ein Streptavidin-SPIO-Konjugat. 

Vor Injektion des aus zwei Komponenten bestehenden ART2.2-Markierungssystems sollten 

zunächst CD4-SPIO intravenös zur Anwendung kommen, da es sich hierbei um eine Zellmar-

kierung mit nur einer Komponente handelt, welche somit potenziell weniger fehleranfällig ist. 

Ein weiteres Ziel des Vorversuchs war die Ermittlung einer geeigneten SPIO-Konzentration 

für die ART2.2-Markierung. In diesem Experiment konnte der Nachweis von CD4-SPIO auf 

kleinen Fraktionen von T-Lymphozyten in Lymphknoten und Milz erbracht werden. Die 

jeweiligen Fraktionen lagen bedeutend unter der Menge an T-Lymphozyten, die unter optima-

len Bedingungen in vitro nachgewiesen wurden. Weiterhin zeigte sich ein positiver CD4-

SPIO-Nachweis im Blut. Hierbei war jedoch auffällig, dass die CD3
+
/CD4

+
-Fraktionen 

bedeutend größer waren als die der in-vitro-Kontrolle, so dass hier von einer unspezischen 

Bindung ausgegangen werden muss. Nach 24h ließen sich in den untersuchten Geweben und 

Sera keine CD4-SPIO mehr nachweisen. Innerhalb dieser Zeitspanne dürften alle CD4-SPIO-

positiven Zellen von der Milz aus der Zirkulation eliminiert worden sein. In diesem Versuch 

erwiesen sich intravenös applizierte SPIO somit als nur begrenzt gewebegängig. Sowohl die 

Menge der Eisenoxidpartikel als auch die verstrichene Zeit nach Injektion derselben scheinen 

entscheidende Faktoren in Bezug auf die Effektivität der Markierung von Zielzellen zu sein. 
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Der Nachweis gelang nur mit einer größeren Menge des Konjugats und relativ zeitnah nach 

der Injektion. Die Tatsache, dass SPIO durch ihre Größe bedingt nur mit Einschränkungen 

von den Kapillaren in das Interstitium übertreten können, ist bereits beschrieben worden und 

begründet wohl die reduzierte Markierungsrate der T-Lymphozyten (Go et al. 1993, Artemov 

et al. 2003). 

Im Rahmen der intravenösen Applikation der Komponenten des ART2.2-Markierungssystems 

bestehend aus einem ART2.2-spezifischen Antikörper (NIKA102
biot.

 oder s+16a
biot.

) und 

Streptavidin-SPIO konnten keine SPIO-Partikel auf murinen T-Lymphozyten aller untersuch-

ten Gewebetypen nachgewiesen werden. Da gleichzeitig belegt werden konnte, dass die 

biotinylierten Primärantikörper in ausreichenden Mengen die Zellen erreichen und auch an 

diese binden, muss angenommen werden, dass die Ursache für den fehlenden Nachweis ein 

Anlieferungsproblem des Streptavidin-SPIO-Konjugats ist. Bereits in Abschnitt 4.4.3 konnte 

gezeigt werden, dass SPIO-Partikel nur zu einem eher geringen Teil zu den Zielzellen gelan-

gen. Dieser Umstand liegt vermutlich in der Größe der Partikel begründet, welche das 

Kapillarendothel, insbesondere das hauptsächlich auftretende kontinuierliche Endothel, nicht 

ungehindert passieren können. Weiterhin kann auch die Möglichkeit in Betracht gezogen 

werden, dass das im Blutplasma natürlicherweise vorkommende Biotin an die Streptavidin-

Komponente des Konjugats bindet und damit dessen Bindungsstellen besetzt. Ein auf diese 

Art und Weise aus dem Verkehr gezogenes Streptavidin wäre nun einschließlich des SPIO-

Partikels nicht mehr in der Lage, an die biotinylierten Antikörper zu binden. Ein weiteres 

Problem von SPIO-Markierungen in vivo und in vitro ist die unspezifische Markierung von 

Zellen. Dies betrifft im Wesentlichen B-Lymphozyten, was anhand der jeweiligen beiden 

Nachfärbungen der einzelnen Nativproben nachvollzogen werden kann (Abb. 29). Es ist 

demnach davon auszugehen, dass dieses bei der Verwendung von SPIO beobachtete 

Phänomen nicht durch die Primärantikörper vermittelt wird, sondern auf eine direkte unspezi-

fische Bindung des Streptavidin-SPIO-Konjugats an kleinere Fraktionen von B-Lympho-

zyten, aber auch CD8-positiver T-Lymphozyten, zurückzuführen ist. 
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Perspektiven für weiterführende Untersuchungen 
 

Die im Rahmen dieser Arbeit nachgewiesene Detektion der ART2.2-Expression und ART2.2-

Aktivität auf T-Zellen im MRT durch Antikörper-SPIO-Konjugate bildet den Ausgangspunkt 

für Untersuchungen zur Erlangung einer höheren Markierungseffizienz in vivo und zur Beant-

wortung weiterer interessanter Fragestellungen. 

Ein zentraler Aspekt bei der in-vivo-Anwendung von SPIO ist deren eingeschränkte Fähigkeit 

zum Austritt aus dem vaskulären Kompartiment in das Interstitium. Um dieses Problem zu 

umgehen, bietet sich die Verwendung kleinerer SPIO-Substanzgruppen wie USPIO oder 

MION an. Abgesehen vom offensichtlichen Vorteil der geringeren Größe mit daraus folgen-

der besserer transendothelialer Passage werden diese auch schlechter von Makrophagen 

erkannt und somit nur ein geringer Anteil der magnetischen Nanopartikel unerwünscht durch 

das RES entsorgt. USPIO sind darüber hinaus tendenziell besser zum Antikörper-vermittelten 

targeting geeignet (Sun et al. 2005). Daher könnte man auch erwägen, die USPIO-Partikel 

direkt mit ART2.2-relevanten Antikörpern wie den mAb NIKA102 und 1G4 oder der VHH 

s+16a zu konjugieren, was zur Folge hätte, dass nur eine Komponente appliziert werden 

muss. 

Denkbar ist auch die Untersuchung lokaler Entzündungsvorgänge, da im entzündlichen 

Milieu in vivo eine inflammatorische Permeabilitätssteigerung in den postkapillären Venulen 

stattfindet. Das somit geschaffene disintegrierte Endothel bietet durch die größeren Endothel-

schlitze bessere Voraussetzungen zur Extravasation auch tendenziell größerer SPIO wie sie 

hier verwendet wurden. 

Da sich SPIO-Konjugate aufgrund ihrer Größe nur begrenzt für den Einsatz in vivo eignen, 

könnten die hier etablierten Techniken auch auf andere bildgebende Verfahren, beispielsweise 

die Nah-Infrarot-Fluoreszenzbildgebung, übertragen werden. Hierfür werden die Antikörper 

mit Fluorochromen markiert, welche Licht im nah-infraroten Bereich emittieren. Diese 

Konjugate können nach Injektion in vivo mit so genannten Nah-Infrarot-Fluoreszenz-

Tomographen detektiert werden. 
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