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Übersicht der Arbeitspakete und Meilensteine 
 

 

 

• Meilenstein 1: Eine Perfusion von gedruckten Strukturen wurde im Funktionsmuster I etabliert. 

(Monat 12) 

• Meilenstein 2: Eine Perfusion von gedruckten Strukturen wurde im Funktionsmuster I etabliert. 

(Monat 24) 

• Meilenstein 3: Perfusionsexperimente unter Inkubatorbedingungen mit der Chipplatform aus AP3 

wurden auf einem Mikroskoptisch durchgeführt. (Monat 24) 

 

Abbildung 1: Projektübersicht als Balkenplan mit durchlaufender Nummerierung der Monate. Die relevanten 
Arbeitspakete für ibidi sind zeitabhängig dargestellt. Das grüne Rechteck markiert den Zeitraum der 
Projektverlängerung. 

 

Die wichtigsten Positionen des zahlenmäßigen Nachweises sind in folgender Tabelle aufgeführt: 

Jahresverteilung 

Jahr Bewilligte Zuwendung 

2020 15.372,52 € 

2021 72.953,41 € 

2022 65.000,00 € 

2023 88.826,97 € 

2024 7.500,00 € 

Summe 249.652,90 € 

Eigenmittel 249.652,90 € 

 

Kostenverteilung 

 Gesamtvorkalkulation [€] Gesamtnachkalkulation [€] 

Material 36.814,90 € 39.320,10 € 

Personalkosten 457.100,90 € 522.439,16 € 

Reisekosten 5.390,00 € 0,00 € 

Gesamte Selbstkosten 499.305,90 € 561.759,26 € 

 

Bei der Nachkalkulation sind Abweichungen von der Vorkalkulation aufgetreten, die wie folgt zu 

begründen sind: Materialkosten sind geringfügig gestiegen, da durch die nicht eingeplante 

Beschichtung der Funktionsmuster Kosten für zusätzliche Chemikalien entstanden sind. Zudem sind 

Verlängerung  

bis 31.01.2024 



die Preise für einige Materialien wie zum Beispiel Zellkulturmedium während der Pandemie deutlich 

gestiegen. Die Personalkosten sind durch die zusätzlichen Experimente gestiegen, die notwendig 

waren, um die Beschichtung der Funktionsmuster zu entwickeln, welche zu Beginn nicht eingeplant 

war. Da die Adhäsion der Zellen zu Beginn nicht zufriedenstellend war, mussten hier ebenfalls 

zusätzliche Experimente durchgeführt werden, um die Kultivierung der Zellen in den gedruckten 

Kanälen zu optimieren. Diese Experimente hatten ebenfalls eine Auswirkung auf die Materialkosten. 

Bei den Reisekosten wurde hingegen Geld eingespart, da die geplanten Reisen zu den Projektpartnern 

während der Pandemie nicht durchgeführt werden konnten. Präsentationen auf Konferenzen wurden 

von unseren Projektpartnern CELLINK und dem NMI durchgeführt. Insgesamt haben diese Umstände 

zu einer Erhöhung der Kosten um etwa 12,5 % geführt.   



AP3: Mikrofluidisches System im Multiwellplatten Format für das in-
vitro proximale Tubulus Modell 
 

Task 3.1.: Biologische Charakterisierung von Materialien, Oberflächen und Fluidik 

der mikrofluidischen Chipplattform (M1-M12) 
 

Ziel des ersten Tasks ist es ein Anforderungsprofil für die Funktionsmuster zu erstellen. Es werden 

Kunststoffmaterialien mit den erforderlichen Eigenschaften ermittelt, die den Kriterien für die 

Funktionsmuster entsprechen. Wichtig hierbei ist, dass das fertige Chipdesign den hohen optischen 

Anforderungen der hochauflösenden Mikroskopie gerecht wird, Haftung von Hydrogelen und 

Biodrucktinte im Chip ermöglicht, sowie eine gute Zellviabilität über einen Zeitraum von Wochen 

gewährleistet. 

Hierbei werden Materialien genutzt, die bereits bei Vorarbeiten der Firma ibidi gezeigt haben, dass sie 

die Anforderungen für die Mikroskopie und die Zellviabilität erfüllen. In Bezug auf die Haftung von 

Hydrogelen und Biodrucktinten werden zunächst hydrophile und hydrophobe Materialvarianten 

getestet. Methoden zur Oberflächenmodifizierung, um die Haftung zu verbessern werden in Betracht 

gezogen. Zunächst wird aber in Task 3.2. getestet, ob die Oberflächenspannung zwischen Hydrogel und 

Chip allein ausreichend ist, um das Modell des proximalen Tubulus zu etablieren.  

Erste Materialtests wurden mit den Funktionsmustern aus Task 3.2. durchgeführt. Da die Strukturen 

gedruckt werden, muss das Chipdesign zunächst geöffnet bleiben, um für den Biodrucker zugänglich 

zu sein. Für eine Langzeitkultiverung des zellulären Modells unter Fluss muss der Chip jedoch 

nachträglich dicht verschlossen werden. Für den Verschluss des Chips wurden verschiedene 

Materialien recherchiert und getestet. Am geeignetsten hat es sich herausgestellt, den Chip an der 

Oberseite mit einer doppelseitigen Klebefolie zu versehen und nach dem Druck der Strukturen ein 

Deckglas mittels Klebefolie anzubringen (Abbildung 2A). Anschließend kann der Chip mit Flüssigkeit 

befüllt werden (Abbildung 2B). Hierfür wurden Klebefolien verschiedener Hersteller getestet und mit 

entsprechender Geometrie, wie in Abbildung 2C gezeigt, getestet. Als Material für das Deckglas 

wurden Glas und eine Folie aus Cycloolefin-Copolymer (COP-Folie) untersucht. Die COP-Folie wird von 

ibidi standardmäßig für die Böden der Slides verwendet und die Materialeigenschaften sind bestens 

geeignet für die Anforderungen innerhalb des Forschungsprojektes. Für die Tests wurden 

Kombinationen der Klebefolie mit Glas bzw. COP-Folie getestet. Neben dem Befüllen der Testchips 

wurde auch überprüft, ob die Funktion des Materials nach Sterilisation erhalten bleibt. Die 

Sterilisierung wird mittels Ethylenoxids durchgeführt und ist zwingend erforderlich, um eine 

Kontamination des zellulären Modells beim Verschließen des Chips zu vermeiden. 



 

Abbildung 2: Verschluss des Chipdesigns mittels klebender Deckgläser. (A) Skizze des Chipdesigns (Details in 
Abbildung 4) mit Biodruckbereich (blau markiert). (B) Befüllen des Chips und Materialtests zur Dichte der 
verschlossenen Druckkammer. (C) Geometrie der Klebefolie entsprechend der zu verschließenden 

Biodruckbereichs mit Deckglas. 

Im Verlauf der Experimente stellte sich heraus, dass die Gelstrukturen zwar gut an der Plastikwand 

haften und perfundiert werden können, jedoch häufig Bypässe entstehen. Zur Verbesserung der 

Gelhaftung wurde eine Oberflächenbehandlung eingeführt, welche zu deutlich höherer Stabilität 

geführt hat. Auf die Details wird in Kapitel Task 3.2 genauer eingegangen. 

Die Ergebnisse dieses Tasks sind in Übereinstimmung mit dem Verwertungsplan und waren somit 

notwendig und angemessen. Abgesehen von der geringen Haftung der Gele am Chipmaterial sind 

keine Probleme aufgetreten, so dass alle Ziele erreicht werden konnten.   

 

Task 3.2.: Design, Aufbau und Untersuchung des Funktionsmuster I (M3-M15) 
 

Im zweiten Task wird das Design für einen mikrofluidischen Chip in Objektträgergröße (ca. 75 mm x 25 

mm) erstellt. In diesem sollen 2-3 perfundierbare Kompartimente für den Aufbau von proximalen 

Tubulusstrukturen über 3D-Druck mit Hydrogel vorgesehen werden. Diese Kompartimente werden 

nachfolgend als Biodruckeinheit bezeichnet. Jeder dieser Biodruckeinheiten besteht aus einer offenen 

Kammer für den Biodruck und mikrofludischen Kanälen, welche die Druckkammer mit Luer-

Anschlüssen verbindet.  

In dieser Kammer sollen tubuläre Strukturen gedruckt werden, die später die Zellen für das in vitro 

Modell enthalten und perfundiert werden können. Hierfür muss die Biodruckkammer Anschlussstellen 

zwischen den gedruckten Strukturen mit den mikrofluidischen Kanälen aufweisen, die für den 

Druckkopf zugänglich sind. Über die Luer-Reservoirs der Kanäle kann später eine Pumpensystem 

angeschlossen werden um die biogedruckten Strukturen zu perfundieren. Abbildung 3 zeigt eine Skizze 

der geplanten biogedruckten Strukturen. 



 

Abbildung 3: Schematische Darstellung der gedruckten Strukturen zur Nachahmung des proximalen Tubulus in 
einem in vitro-Modell. Gezeigt sind zwei gedruckte tubuläre Strukturen in einer Biodruckkammer, die jeweils an 
einer Anschlussstelle des mikrofluidischen Kanals beginnen und enden. 

Für das Funktionsmuster auf Basis eines Objekträgers wurden zwei Designs von ibidi erarbeitet und im 

Rahmen eines Design-Workshops mit den Projektpartnern diskutiert. Das erste Design in Abbildung 4 

ist für erste Tests und den Druck nur einer tubulären Struktur gedacht, wofür zwei Anschlussstellen 

benötigt werden. Die verbleibenden beiden Anschlussstellen sind dafür vorgesehen, die 

Biodruckkammer nach Verschließen mit einem Hydrogel zu befüllen und damit die gedruckte Struktur 

zu umschließen und zu stabilisieren. In Task 3.1. sind die Materialanforderungen hierfür bereits 

diskutiert worden. Auf Grundlage der technischen Zeichnung wurden erste Slides angefertigt, welche 

für Tests des Biodrucks und Zellkompatibilität genutzt werden. 

 

 

Abbildung 4: Technische Zeichnung für Slidedesign mit zwei Biodruckeinheiten. Eine Biodruckeinheit besteht aus 
einer quadratischen Biodruckkammer die über mikrofluidische Kanäle mit vier Luer-Reservoiren verbunden ist. (A) 
Darstellung der Kammer für biogedruckte Strukturen (Quadrate) mit Luer-Reservoiren für die Befüllung der 
Biodruckkammern über mikrofluidische Kanäle und späteren Perfusion der gedruckten Zellstrukturen. (B) 
Geometrie der mikrofluidischen Kanäle, welche die vier Luer-Reservoire mit der jeweiligen Biodruckkammer 
verbindet. 

Für den Druck von zwei tubulären Strukturen wurde ein weiterer Prototyp entworfen (Abbildung 5) 

und eine technische Zeichnung zur Anfertigung gefräster Slides erstellt. Eine Biodruckeinheit hat in 

diesem Fall sechs statt vier Anschlussstellen zu den mikrofluidischen Kanälen des Slides. Hierbei sind 

vier der Anschlüsse für die beiden gedruckten Strukturen vorgesehen und die verbleibenden zwei 

sollen für das Befüllen der verschlossenen Kammer mit Hydrogel verwendet werden. 

 



 

Abbildung 5: Technische Zeichnung für Slidedesign mit einer Biodruckeinheit, deren quadratische Biodruckkammer 
über mikrofluidische Kanäle mit sechs Luer-Reservoiren verbunden ist. (A) Darstellung der Kammer für 
biogedruckte Strukturen (Quadrate) mit Luer-Reservoiren für die Befüllung der Biodruckkammern über 
mikrofluidische Kanäle und späteren Perfusion der gedruckten Zellstrukturen. (B) Geometrie der mikrofluidischen 
Kanäle, welche die vier Luer-Reservoire mit der jeweiligen Biodruckkammer verbindet. 

Für erste Druck-Tests wurde eine Biodrucktinte auf Gelatine-Basis hergestellt und manuell eine 

tubuläre Struktur in den Prototypen für eine Kanalstruktur gedruckt (Abbildung 6). Der Druck von 

Gelatine erfolgt zuerst direkt in der Biodruckkammer um die Verbindung der Anschlussstellen mit 

Biodrucktinte zu testen. Dies konnte bereits in den ersten Tests erfolgreich gezeigt werden. Darauf 

aufbauend wurde zuerst ein Substratschicht in die Kammer gefüllt und auf diese anschließend mit 

Gelatine gedruckt. Die Kammer wurde dann mit den klebenden Deckgläsern verschlossen und die 

Biodruckkammer über eine offene Anschlussstelle mit dem gleichen Substratmaterial befüllt. Hierfür 

wurden für erste Tests Polydimethylsiloxan (PDMS) und ein kommerzielles Hydrogel (der Firma 

Cellendes) getestet. Es wurde gezeigt, dass das Befüllen der Kammer und Umschließen der gedruckten 

tubulären Struktur möglich ist. 

 

 

Mit der Durchführung erster manueller Druckversuche konnte gezeigt werden, dass die 

Biodruckkammern geeignet sind, um tubuläre Strukturen darin zu drucken (Abbildung 6).  

Da beim Befüllen der quadratischen Druckkammer leicht Luftblasen entstehen, wurde das Design der 

Kammer weiter angepasst, was in Abbildung 7a schematisch gezeigt wird. Im neuen Design sind die 

Übergänge der Kanäle zwischen Chip und gedruckten Strukturen besser zugänglich. 

 

1 mm 

Abbildung 6: Manuell gedruckte Gelatinestruktur in Bidruckkammer. Als Biodrucktinte wurde eine Gelatine-Lösung 
manuell in die Biodruckkammer des ersten Prototyps gedruckt. Die gedruckte Struktur verbindet dabei zwei 
Anschlussstellen der Biodruckkammer mit den mikrofluidischen Kanälen der entsprechenden Biodruck-Einheit. 



 

Abbildung 7: Neues Funktionsmuster-Design mit hexagonaler Form. (a) Schematische Darstellung. Die roten Maße 
beschreiben die Form des inneren Bodens, der eine Vertiefung bildet, die blauen Maße beschreiben die äußere 
Kammer. (b) Illustration des ersten Druck-Designs zweier Kanäle im STL-Format. (c) Foto des Funktionsmusters 
mit gedruckten Kanälen. Der weiße Bereich ist mit Klebefolie bedeckt, welche später mit einer durchsichtigen 
Plastikfolie verklebt wird. (d) Mikroskopiebild der gedruckten Kanäle nach ausspülen der Opfertinte. Das Bild wurde 
aus mehreren Bildern zusammengesetzt. (e) Entwurf eines Prototyps für koaxiales Drucken. Unten rechts ist eine 
Vergrößerung der Kammer gezeigt mit Aussparungen um die Ein- und Ausgänge. (f) Ein Foto des koaxialen 

Prototyps im Inkubator.  

 

Durch die hexagonale Form können beim Befüllen mit der umgebenden Tinte Luftblasen vermieden 

werden. In Abbildung 7b ist schematisch eine 3D-Abbildung der Druck-Strukturen im STL-Format 

abgebildet. Die Datei wird vom 3D-Drucker interpretiert und in Bewegungen des Druckkopfes 

übersetzt (der Vorgang nennt sich „Slicing“). Diese Übersetzung findet beim Bio X 3D Bioprinter von 

CELLINK direkt am Gerät statt. In Abbildung 7c ist ein Foto der Unterseite des Chips mit der gedruckten 

Struktur abgebildet. Der weiße Bereich ist die Abdeckung der Klebefolie, welche im Anschluss durch 

eine transparente Plastikfolie ersetzt wird. Nach Einfüllen der umgebenden Tinte und Ausspülen der 

Opfertinte entstehen schließlich hohle Kanäle, die mit Zellen besiedelt werden können. In Abbildung 

7d ist der ausgespülte Kanal im Mikroskopiebild zu sehen. Die Abbildung wurde dazu aus mehreren 

Bildern zusammengesetzt. Hier ist zu erkennen, dass die Verbindungen zwischen den Kanälen im Chip 

mit den Enden der Kanal-Strukturen übereinanderliegen, so dass Flüssigkeit ungehindert passieren 

kann. Ein weiteres Ziel dieses Projekts ist das Drucken mit koaxialen Nadeln, welches hauptsächlich am 

NMI getestet wird. Da diese Nadeln dicker sind als die bisher verwendeten Modelle, entstehen 

zusätzliche Anforderungen an den Prototypen. Um das Drucken mit dicken Nadeln zu ermöglichen, 

wurden Aussparungen um die Ein- und Ausgänge der Kanäle gefräst, so dass diese zugänglich werden. 

In Abbildung 7e ist das digitale Design abgebildet mit einer Vergrößerung der Kammer. Abbildung 7f 



zeigt den gefrästen Prototypen vollständig zusammengesetzt und befüllt im Inkubator. Zum Test für 

koaxiales Drucken wurden mehrere Exemplare dieses Prototyps an das NMI geschickt.  

Bevor Zellen in die Kanäle ausgesät werden, wurden diverse Kandidaten für Drucktinten auf 

Biokompatibilität getestet, wobei hier speziell die Adhäsion und Viabilität der Endothelzellen im 

Vordergrund steht. Zu diesem Zweck haben wir die Zellen zunächst auf flachen Substraten bestehend 

aus den Tinten-Kandidaten ausgesät und deren Dichte sowie Viabilität über eine Woche ausgewertet. 

Die Ergebnisse sind in Abbildung 8 zu sehen. In Abbildung 8a-c sind die Zellen einen Tag nach dem 

Aussäen im Phasenkontrast zu sehen. Die verwendeten Tinten sind dabei ein PVA-basiertes Hydrogel 

der Firma Cellendes, reines Fibrin und eine Mischung aus Fibrin und Gelatin. Tote Zellen sind mit Hilfe 

von Propidiumiodid (PI) in rot eingefärbt. Es konnte auf allen Druck-Tinten eine konfluente Zellschicht 

ausgebildet werden. Auf der Abbildung 8d-f sind die gleichen Positionen nach 7 Tagen zu sehen. Hier 

scheint die Adhäsion auf dem Gel der Firma Cellendes am schwächsten zu sein, da die Zelldichte 

merklich abgenommen hat. In der Zeile darunter sind Fluoreszenzbilder der Färbung mit PI und 

Fluorescein-Diazetat (FDA) zu sehen. Hier scheint es keine signifikanten Unterschiede zwischen den 

drei Tinten zu geben. Um die Daten zu quantifizieren, wurden in Abbildung 8g-i die Daten zu Viabilität 

und Zelldichte gegen die Zeit aufgetragen. Wie in den Fluoreszenzbildern bereits zu sehen war, ist die 

Viabilität generell sehr hoch (≥ 80 %). Die Zelldichte nimmt hingegen bei allen Gelen leicht ab, war 

jedoch bei reinem Fibrin am höchsten. Der Grund für die Abnahme in der Zelldichte könnte auch an 

dem geringen Nährstoffaustausch liegen, da das Medium hier täglich von Hand gewechselt wurde. In 

Rücksprache mit CELLINK werden die Tinten weiter angepasst und für zukünftige Tests zur Verfügung 

gestellt.  



 

Abbildung 8: Humane Endothelzellen aus der Nabelschnur (HUVEC) wurden auf verschiedenen Hydrogelen 
kultiviert, welche als Druckertinte für den Biodruck in Frage kommen. (a-c) Phasenkontrastbilder mit Propidium-
Iodid (PI)-Färbung in rot, welche tote Zellen markiert. Die Zellen wurden nach dem Aussäen 24 Stunden inkubiert. 
(d-f) Phasenkontrastbilder (obere Zeile) und Fluoreszenzbilder (untere Zeile) nach sieben Tagen. Die Zellen wurden 
mit Fluoreszein-Diazetat (FDA, grün) und PI (rot) eingefärbt, so dass lebende Zellen in grün und tote Zellen in rot 
sichtbar sind. (g-i) Die Graphen zeigen die Zelldichte (blau) und Viabilität (orange) als Funktion der Zeit. 

 

Im nächsten Schritt wurden die Zellen in gedruckten Kanälen kultiviert und mit Hilfe der ibidi-Pumpe 

mit Nährmedium perfundiert. Dabei bildeten die Zellen innerhalb von fünf Tagen eine dichte Einzelzell-

Lage an der Kanalwand aus (Abbildung 9a,b). Hier wurden am Ende des Experiments ebenfalls 



Zelldichte und Viabilität bestimmt (Abbildung 9b). Die Werte sind dabei vergleichbar zu den 

Ergebnissen auf 2D-Substraten, so dass bei der Zellkultur in 3D-gedruckten Strukturen keine Nachteile 

entstehen.  

 

 

Abbildung 9: Morphologie und Viabilität der Endothelzellen in gedruckten Kanälen nach Perfusion im Inkubator. (a) 
Phasenkontrastbilder der Zellen nach einem Tag. Oben: Übersicht der gesamten Kammer, unten: Vergrößerung 
des vorderen Kanals. (b) Phasenkontrast- und Fluoreszenzbilder derselben Probe nach fünf Tagen. Lebend-Tod-
Färbung wurde mit FDA (grün) und PI (rot) angewendet. Das untere Bild zeigt eine Vergrößerung des vorderen 
Kanals. Die Viabilität (rot) und Zelldichte (blau) wurden gemessen und der Mittelwert aus zwei Proben an 
verschiedenen Positionen sowie an Decke und Boden des Kanals bestimmt. Im Graph, der im letzten Bild zu sehen 

ist, sind diese Daten mit der Standardabweichung als Fehlerbalken dargestellt. 

Zum Nachweis der Funktionalität des gebildeten Zellschichten haben wir Tests zu Permeabilität und 

Expression von Tight-Junction-Proteinen mittels Fluoreszenz durchgeführt. In Abbildung 10 sind die 

Mikroskopie-Aufnahmen zum Permeabilitäts-Test gezeigt. Dazu wurden eine Probe ohne Zellen 

(Kontrolle) und eine Probe mit konfluenter Zell-Schicht im Kanal mit fluoreszentem Farbstoff (50 mM 

FITC-Dextran, 4 kDa) perfundiert und dabei für 1 h mikroskopiert. Die erste Reihe Bilder in Abbildung 

10a-c zeigt die Aufnahmen der Kontrolle, wobei nach 60 min ein Großteil der Umgebung des Kanals 

mit dem Farbstoff ausgefüllt ist. Die zweite Reihe (d-f) zeigt den Kanal mit Zellen, wobei nach 60 min 

im Verhältnis zur Umgebung mehr Farbstoff im Kanal erhalten bleibt.  



 

Abbildung 10: Nachweis der Permeabilität mit fluoreszierendem Farbstoff. (a,b,c) Fluoreszenz-Mikroskopie-
Aufnahmen der Kontrolle ohne Zellen nach 0, 30 und 60 min. Der Farbstoff FITC-Dextran wurde zu 
Zellkulturmedium dazugegeben und mit 100 µL/min durch den Kanal gepumpt. Mit fer Zeit diffundiert der Farbstoff 
durch die Kanalwand und füllt die Probe aus. (d,e,f) Aufnahmen einer Probe mit einer konfluentem Zell-Schicht im 
Inneren des Kanals. Die Probe wurde unter den gleichen Bedingungen perfundiert wie die Kontrolle. Nach 60 min 
ist mehr Farbstoff im Kanal vorhanden als in der Umgebung. 

 

Zum genaueren Nachweis der Permeabilität wurde ein mathematisches Modell aus Vormann et al., 

2018, The AAPS Journal, verwendet, welches in Abbildung 11a gezeigt ist. Zur Berechnung der 

Permeabilität wird die Intensität der Fluoreszenz im Inneren und außerhalb des Kanals gemessen, wie 

in (b) gezeigt. Zusätzlich wird die Kanalwandfläche Abarrier und das Volumen des äußeren Bereichs 

Vreceiver abgeschätzt sowie das Zeitintervall Δt auf 10 min festgelegt. Die Permeabilität der Kontrolle 

und des Zell-Kanals sind in (c) gegen die Zeit aufgetragen. Hier ist bereits sichtbar, dass diese bei der 

Kontrolle deutlich höher liegt. Berücksichtigt man eine gewisse Unsicherheit zu Beginn des 

Experiments, in dem sich der Farbstoff zunächst mit dem vorhandenen Medium in der Probe mischt, 

lässt sich nach ca. 25 min ein stabiler Zustand erkennen (blauer Kasten). Bildet man über diesen 

Zeitraum den Mittelwert, so erhält man die Werte in (d), welche in der Kontrolle eine etwa doppelt so 

hohe Permeabilität zeigen wie im Kanal mit Zellen. Somit lässt sich eine deutlich reduzierte Diffusion 

im konfluenten Kanal nachweisen, was auf eine intakte Zellschicht hinweist.  

 



 

Abbildung 11: Berechnung der Permeabilität anhand eines mathematischen Modells. (a) Das Mathematische 
Modell aus Vormann et al., 2018, The AAPS Journal zur Berechnung der Permeabilität. (b) Die gemessenen 
Bereiche zur Berechnung der Permeabilität sind beispielhaft am Kontroll-Experiment gezeigt. In blau ist der Bereich 
der Perfusion Flperf  markiert und in Gelb der Bereich der extrazellulären Matrix FlECM. (c) Der Plot zeigt die 
Permeabilität der Kontrolle (rot) und des mit Zellen beschichteten Kanals (schwarz). Im blauen Bereich sind die 
Werte näherungsweise stabil. (d) Der Mittelwert aus dem blauen Bereich in (c) ist hier aufgetragen mit der 
Standartabweichung als Fehlerindikatoren. In der Kontrolle war die Permeabilität etwa doppelt so hoch wie im Kanal 

mit Zellschicht. 

 

Zur genaueren Untersuchung der Zellschicht innerhalb des Kanals wurden Antikörper-Färbungen 

durchgeführt. Die Ergebnisse davon sind in Abbildung 12 dargestellt. Auf der linken Seite sind Bilder 

vom Boden des Kanals und auf der rechten Seite von der Oberseite des Kanals zu sehen. Das jeweils 

erste Bild zeigt eine Phasenkontrast-Aufnahme (a, c) und das jeweils zweite Bild eine 

Fluoreszenzaufnahme (b, d). Der verwendete Marker ist CD31, welcher an ein Protein bindet, das 

überwiegend in einer bestimmten Art von Zell-Zell-Kontakten vorliegt, den sogenannten „tight 

junctions“, welche hier in grün dargestellt sind. In Blau ist die Färbung mit DAPI gezeigt, welche die 

Zellkerne einfärbt. In den Bildern (b) und (d) wird deutlich, dass zwischen allen Zellen tight junctions 

gebildet wurden, sowohl am Boden als auch an der Oberseite des Kanals. Das spricht dafür, dass sich 

hier eine stabile Einzelschicht aus Zellen ausgebildet hat. 

 



 

Abbildung 12: Nachweis der Bildung von „tight junctions“ mittels fluoreszenter Marker. (a) Zeigt eine 
Phasenkontrast-Aufnahme der Zellschicht am Boden des Kanals. In (b) ist eine Fluoreszenzaufnahme der gleichen 
Position zu sehen. In grün ist der Marker CD31 eingefärbt, welcher vorwiegen in stabilen Zell-Zell-Kontakten auftritt, 
den sogenannten „tight junctions“. In blau sind die Zellkerne dargestellt. (c) Phasenkontrast-Aufnahme der 
Zellschicht an der Oberseite des Kanals. (d) Fluoreszenz-Aufnahme an der gleichen Position. Wie bereits in (b) 
gezeigt, sind die „tight junctions“ zwischen allen Zellen stark ausgeprägt, was auf eine dichte und stabile Zellschicht 

hinweist. 

 

Mit diesem Experiment wurde der Meilenstein 1 abgeschlossen, welcher die Perfusion biogedruckter 

Strukturen im Funktionsmuster I voraussetzt. Alle Ziele des Arbeitspakets 3.2 wurden erreicht, 

inklusive des Nachweises der Viabilität und Untersuchung der Zellen mit geeigneten 

Fluoreszenzmarkern. Die Experimente konnten dabei ohne gravierende Schwierigkeiten durchgeführt 

werden. 

 

 

  



Task 3.3 Design, Aufbau und Untersuchung des Funktionsmuster II (M16-M24, 

M31-M36) 
 

 

Abbildung 13: Funktionsmuster II Entwurf. In Bild (a) und (b) ist ein Entwurf mit 8 Kompartimenten gezeigt, welches 
den Anforderungen des Antrags entspricht. Jedes Kompartiment ist mit 6 Luer-Anschlüssen verbunden, um 
Perfusion von zwei Kanälen und das Einfüllen der Stützstruktur zu ermöglichen. In (b) ist das gleiche Modell von 
der Seite abgebildet, so dass die Vertiefungen sichtbar sind. Bild (c) zeigt die Aufteilung des Entwurfs in vier 
Untereinheiten im Slide-Format. Der schwarze Rand stellt eine Halterung dar, in welche sich die Einheiten einsetzen 
lassen. (d) Zeigt den Entwurf von der Seite. 

Die Entwicklung des Funktionsmusters II sieht vor allem eine höhere Anzahl bedruckbarer Einheiten 

von 8-12 Stück pro Prototyp vor, welcher von der Größe her dem typischen Plattenformat von 127,5 x 

82,5 mm entsprechen soll. Abbildung 13a,b zeigt das Design eines Plattenformats mit 8 

Kompartimenten, die unabhängig voneinander befüllt und perfundiert werden können. Die Luer-

Anschlüsse stimmen dabei mit den Positionen einer Standard-96-Well-Platte überein, so dass der 

Entwurf mit Geräten kompatibel ist, die 96-Well-Platten unterstützen. Zur Vereinfachung der 

Handhabung und zur schnelleren Entwicklung haben wir uns entschlossen, die Platte zunächst in vier 

Slide-Formate zu unterteilen, wie in Abbildung 13c,d gezeigt. Die vier Einheiten lassen sich in eine 

Halterung einsetzen (schwarz), so dass die Geometrie dem Plattenformat entspricht. Der Vorteil dabei 

ist, dass sich die kleineren Einheiten schneller und günstiger produzieren lassen und auch leichter 

modifiziert werden können. Zudem wird der Verbrauch des Materials reduziert, wenn Experimente 

mit weniger als 8 Einheiten durchgeführt werden.  

Hinsichtlich des Plattenformats wurde ein neuer Prototyp im Slideformat mit zwei Kompartimenten 

entwickelt. Die Entwicklung dieser Designs ist in Abbildung 14 dargestellt. Hier ist in (a) und (b) zum 

Vergleich das bisherige Design abgebildet, welches nur eine Kammer enthält. Dieses Design wurde in 

(c) und (d) angepasst, damit das Drucken mit größeren Nadel-Durchmessern, wie bei koaxialen Nadeln, 

möglich wird. Dazu wurde um die Ein- und Ausgänge der Anschlüsse innerhalb der Druckkammer eine 

Vertiefung gefräst, welche mehr Raum um diese Anschlüsse gewährt. Für das spätere Plattendesign 

sind mindestens 8 Kammern vorgesehen. Da 4 Slides etwa der Größe einer Platte entsprechen, müssen 

also mindestens 2 Kammern pro Slide untergebracht werden. Zu diesem Zweck wurde das Slide-Design 



in (e) und (f) entwickelt, welches zwei Kammern und sechs Luer-Anschlüsse pro Kammer auf einem 

Slide unterbringt. Im Gegensatz zu den vorherigen Designs, welche einzeln gefräst wurden, wurde das 

neuste Slide-Modell im Spritzguss-Verfahren produziert, welches hohe Stückzahlen ermöglicht. Da sich 

hierbei vor allem die Oberflächenbeschaffenheit des Materials verändert, muss die Kompatibilität mit 

dem Druckverfahren und den verwendeten Druck-Tinten erneut überprüft werden. Die Herstellung 

der Spritzguss-Teile war auf Grund der Corona-Pandemie stark eingeschränkt, so dass sich hierbei 

starke Verzögerungen ergeben haben, die sich auf das gesamte Projekt auswirken. 

 

 

Abbildung 14: Bisheriges Prototyp-Design (a) 3D-Modell, (b) Foto. (c, d) Das neue Design bringt zwei 
Druckkammern auf einem Prototyp unter, welche parallel bedruckt werden können. Dieser Prototyp dient als 
Vorstufe zum Plattendesign, welches etwa der Größe von vier Prototypen entspricht und damit 8 Druckkammern 

bietet. 

 

Es stellte sich heraus, dass die Spritzguss-Teile eine deutlich glattere Oberfläche Besitzen als die 

gefrästen Prototypen. Dadurch verringerte sich die Haftung der verwendeten Tinten am Rand des 

Prototyps. Um dem entgegenzuwirken, wurde eine Methode entwickelt, um die Haftung zu verstärken. 

Das chemische Verfahren dazu ist in Abbildung 15 schematisch dargestellt. Für erhöhte Stabilität soll 

die verwendete Tinte, in diesem Fall Gelatin-Methacrylat (GelMA), mit dem Polymer-Spritzguss 

kovalent verbunden werden. Dazu werden zunächst mittels Plasma-Aktivierung unter Vakuum freie 

Hydroxid-Gruppen auf der Oberfläche des Prototyps erzeugt. Diese Gruppen können mit Silanen 

reagieren und erlauben somit stabile Oberflächenmodifikationen. Wir haben uns für 

Aminopropyltriethoxysilan (APTES) entschieden, welches in der Gasphase in einem Exsikkator auf die 

Slides aufgebracht wird. Dieses Verfahren wird Chemical Vapor Deposition (CVD) genannt und hat den 

Vorteil, große Mengen an Proben gleichzeitig ohne Lösungsmitteleinsatz zu behandeln. Die so 

entstandenen freien Aminogruppen werden im nächsten Schritt mit dem Crosslinker Gluteraldehyd 

verbunden, welcher wiederum an beliebige Proteine binden kann. Sobald das GelMA in die 

Druckkammer gegeben wird, verbindet es sich mit dem Gluteraldehyd und formt so eine kovalente 

Verbindung mit dem Spritzguss-Prototypen. Später stellte sich heraus, dass selbst ohne 

Gluteraldehyde eine stabile Verbindung zwischen dem Prototyp und GelMA entsteht, so dass auf die 

relativ giftige Substanz verzichtet werden kann. Dadurch wird vor allem die zukünftige Produktion 

erheblich erleichtert. 



 

 

 

Abbildung 15: Chemisches Verfahren der Oberflächenbehandlung. Das Polymer-Slide wird zunächst in einer 
Plasma-Kammer mit Sauerstoffzufuhr aktiviert, so dass freie Hydroxidgruppen an der Oberfläche entstehen. Mittels 
Chemical Vapor Deposition (CVD) wird Aminopropylsilan (APTES) auf die Oberfläche gebracht, welches eine 
einheitliche Schicht mit freien Aminogruppen erzeugt. An diese Gruppen bindet Gluteraldehyd, welches als 
Crosslinker beliebiger Aminogruppen dient und damit Proteine binden kann. Da Gelatin-methacrylat (GelMA) 

ebenfalls solche Aminogruppen aufweist, wird es schließlich kovalent mit dem Polymer verbunden.  

 

Um die Stabilität der Verbindung zwischen GelMA und dem Prototyp zu testen, wurde der Fluss von 

Medium durch die Probe mittels Lebensmittelfarbe visualisiert. In Abbildung 16 sind die Ergebnisse 

des Flussverlaufs mit Lebensmittelfarbe und unter dem Mikroskop zusehen. Der Slide auf der linken 

Seite wurde nicht mit der Oberflächenbehandlung versehen und zeigt bereits kurz nach Zugabe der 

Lebensmittelfarbe einen Fluss am Rand der gedruckten Struktur (a). Wird die Funktionalisierung 

verwendet wie in (b), so läuft die Farbe ausschließlich durch den gedruckten Kanal. Nach etwa 10 min 

wurden die Bilder in (b) und (e) aufgenommen, welche ohne Funktionalisierung eine Verteilung der 

Farbe in der gesamten Kammer zeigen, wohingegen die Farbe mit Funktionalisierung in beiden Druck-

Kammern nur durch die Kanäle fließt und sich auch nicht untereinander vermischt. Unter dem 

Mikroskop wird die Ursache dieses Verhaltens deutlich. In (c) ist der Spalt zwischen Rand des Slides 

und dem gehärteten GelMA deutlich zu sehen. Durch diesen Spalt tritt die Farbe in alle Richtungen aus 

und füllt die Kammer mit der Zeit vollständig. In (f) hingegen ist der Rand des GelMA bündig mit dem 

Prototyp, so dass die Farbe nicht auslaufen kann. Die Bereiche, die mit Pluronic gefüllt sind, werden 

nach dem Drucken ausgespült, so dass ein hohler Kanal entsteht. Auch dabei bleiben die Strukturen 

stabil. 



 

 

Abbildung 16: Test des Flüssigkeitsverlaufs durch bedruckte und verschlossene Prototypen. Der linke Prototyp (a, 
b, c) wurde nicht behandelt, während der rechte Slide (d, e, f) mit APTES und Gluteraldehyd modifiziert wurde. In 
(a) ist der unmodifizierte Prototyp zu sehen, welcher an einer Position mit Lebensmittelfarbe befüllt wird. Die Farbe 
läuft durch den Kanal und an der Seite der 3D-Druck-Kammer entlang. In (d) ist die gleiche Situation mit einem 
modifizierten Prototyp zusehen. Hier läuft die Farbe ausschließlich durch den gedruckten Kanal. In (b) und (e) sind 
beide Prototypen nach etwa 10 Minuten abgebildet. Im unmodifizierten Slide (b) hat sich die Farbe in der gesamten 
Kammer verteilt, während im modifizierten Prototyp (e) ausschließlich die Kanäle mit Farbe gefüllt sind und sich 
diese auch nicht untereinander mischen. In (c) ist eine Mikroskopie-Aufnahme zu sehen, die den Spalt seigt, 
welcher zwischen GelMA und dem Prototyp entsteht. In (f) ist kein Spalt zu sehen, da hier das GelMA kovalent an 
den Prototyp gebunden ist.  

Nachdem die Funktionsweise des Prototyps erfolgreich nachgewiesen wurde, wurde ein Protokoll 

erstellt, mit dem die nachfolgenden Experimente durchgeführt wurden. Eine grafische Übersicht des 

Protokolls ist in Abbildung 17 in 6 Schritten kurz dargestellt. Zunächst wird in (1.) der Boden des 

Prototyps mit einem Hydrogel gefüllt, welches im Anschluss ausgehärtet wird. Danach (2.) kann die 

Kammer mit einer beliebigen Struktur aus dem 3D-Biodrucker befüllt werden. Wir haben uns hierbei 

für zwei unabhängige Kanäle entschieden, die den proximalen Tubulus nachbilden. Da der Prototyp 

zwei Kammern besitzt, kann im Anschluss mit der zweiten Kammer ebenso verfahren werden. Mehr 

als zwei Kammern parallel zu befüllen, wie es bei einem Plattenformat möglich wäre, stellte sich als 

sehr schwierig heraus, da die Hydrogele schnell austrocknen und Pluronic als Opferstruktur mit der 

Zeit Wasser aufnimmt, so dass es aufweicht und seine Struktur verliert. Diese beiden Hindernisse zu 

korrigieren, würde ein erhebliches Maß an zusätzlichem Aufwand erfordern, so dass wir uns an dieser 

Stelle dafür entschieden haben, maximal zwei Kammern gleichzeitig zu befüllen. Im nächsten Schritt 

(3.) werden die zwei Kammern mit einer Klebefolie und Deckel-Folie versiegelt, die dank geeignetem 

Material sehr gute optische Eigenschaften besitzt und hochauflösende Mikroskopie ermöglicht. Um 

die Struktur fertigzustellen, wird die Kammer nun mit der Stütz-Material gefüllt (4.), in unserm Fall 



GelMA, welches ausgehärtet wird, so dass im Anschluss die Opfertinte ausgespült werden kann (5.). 

Im letzten Schritt (6.) werden die Zellen ausgesät und unter Perfusion kultiviert, bis sich eine 

konfluente Schicht bildet. 

 

Abbildung 17: Beispiel-Methode zum Befüllen des Prototyps. (1.) Der Boden wird mit einem Hydrogel ausgefüllt, 
das anschließend ausgehärtet wird. Idealerweise besteht dieses aus dem gleichen Material wie das Stützmaterial. 
(2.) Die Opferstruktur wird mit Hilfe eines 3D-Biodruckers erstellt. Die Tinte ist für kurze Zeit stabil, kann jedoch im 
Nachhinein ausgespült werden. Optional kann direkt im Anschluss in die zweite Kammer gedruckt werden. (3.) 
Beide Kammern werden luftdicht mit einer biokompatiblen Klebefolie und einer optisch transparenten Deckel-Folie 
verschlossen. (4.) Die Stützstruktur wird durch die seitlichen Eingänge eingefüllt, so dass die gesamte Kammer 
ausgefüllt ist. Die Struktur wird im Nachhinein ausgehärtet. (5.) Die Opfertinte wird durch die seitlichen Eingänge 
entfernt. Falls Pluronic als Tinte verwendet wird, wird der Prototyp vorher auf 4°C abgekühlt, um die Tinte zu 
verflüssigen. (6.) Zellen werden in die Kanäle ausgesät und unter Perfusion kultiviert, bis sich eine konfluente 
Schicht innerhalb des Kanals gebildet hat. In diesem Beispiel verwenden wir entweder Epithelzellen des proximalen 
Tubulus oder vaskuläre Epithelzellen.  

Mit diesem Protokoll wurden erstmals zwei verschiedene Zelltypen in die gleiche Probe ausgesät und 

für eine Woche kultiviert. Danach wurden die Zellen mit Fluoreszenzfarbstoffen angefärbt. In 

Abbildung 18 sind die Mikroskopieaufnahmen der Kammer gezeigt. Die Bilder wurden dabei aus 

Einzelbildern zusammengesetzt, um eine Aufnahme des gesamten Kanals zu ermöglichen. Das erste 

Bild wurde im Phasenkontrast aufgenommen und zeigt deutlich die Ränder der Kanäle. Die hellen 

Streifen am rechten und linken Rand sind Teil des Prototyps. Im zweiten Bild ist das Signal des DAPI-

Kanals gezeigt (hellblau), in dem deutlich wird, dass beide Kanäle mit Zellen ausgefüllt sind. Im dritten 

Kanal ist Aktin angefärbt worden (rot), welches vor allem im linken Kanal (RPTEC-Zellen) besonders 

stark sichtbar ist. Das letzte Bild zeigt den Kanal des Antikörpers PECAM1, welcher die Zell-Zell-

Kontakte in Endothelzellen färbt und demensprechend nur im rechten Kanal in den HUVECs sichtbar 

ist. Leider ist die Autofluoreszenz des verwendeten Hydrogels (GelMA) im grünen Bereich relativ stark, 

so dass die Signalqualität hier schwächer wirkt.  



 

Abbildung 18: Zwei verschiedene Zelltypen wurden erstmals gleichzeitig in separaten Kanälen innerhalb einer 
Kammer kultiviert. Die verschiedenen Zellbestandteile Nukleus, Aktin-Zytoskelett und Tight Junctions (PECAM1) 
wurden mit Fluoreszenzfarbstoffen gefärbt. Die Bilder wurden mit einem 10x-Objektiv aufgenommen und durch 

zusammensetzen mehrerer Aufnahmen erstellt. 

 

Zur genaueren Betrachtung wurden weitere Aufnahmen mit dem 20x-Objektiv gemacht, welche in 

Abbildung 19 gezeigt werden. Die erste Reihe (A) zeigt die Zellen des Proximalen Tubulus (RPTEC) am 

Boden des Kanals und die zweite Reihe an der Oberseite des Kanals (B). Das erste Bild zeigt im 

Phasenkontrast eine dichte Zellschicht, in der einzelne Zellen kaum voneinander zu unterscheiden sind. 

Im zweiten Bild ist eine Überlagerung aus dem Aktin-Netzwerk (rot) und den Zellkernen (blau) gezeigt 

und im dritten Bild wurden die Zell-Zell-Kontakt mit ZO-1 angefärbt. Auch wenn die Färbung der Zell-

Zell-Kontakte nicht eindeutig die Konturen der Zellen zeigt, wird deutlich, dass sich eine dichte 

Zellschicht ausgebildet hat. Eventuell ist eine längere Inkubationszeit notwendig, damit sich die 

sogenannten „tight junctions“ vollständig ausbilden.  Reihe drei und vier zeigen den benachbarten 

Kanal mit vaskulären Endothel-Zellen (HUVEC) an der Unterseite (C) und Oberseite (D) des Kanals. Hier 

wird wieder von links nach rechts zuerst Phasenkontrast, dann Aktin und Zellkern und schließlich 

PECAM1, welches in den Zell-Zell-Kontakten vorkommt. Hier zeigt sich im Vergleich mit den Zellen des 

Proximalen Tubulus Ein Unterschied in der Morphologie. Die HUVECs sind weniger gestreckt, sondern 

eher rundlich und Zell-Zell-Kontakte sind stärker ausgebildet. Zwar ist die Zellschicht nicht ganz 

durchgängig, allerdings wurde in einem vorherigen Experiment bereits gezeigt, dass die HUVECs in der 

Lage sind, eine durchgängige Schicht zu bilden. Es fällt auf, dass die Zellen im Phasenkontrast relativ 

schwierig zu identifizieren sind. Dadurch sind Fluoreszenzaufnahmen für eine genaue Analyse 

zwingend notwendig.  

 

 



 

Abbildung 19: Vergrößerung einzelner Positionen aus Abbildung 18. Jede Zeile zeigt Bilder im Phasenkontrast, 
Aktin und Zellkern kombiniert, und entweder ZO-1 oder PECAM-1, welche beide an Zell-Zell-Kontakte binden. Der 
Fokus bei der Aufnahme lag entweder am Boden (A, C) oder an der Oberseite des Kanals (B, D)..    

 

Die Entwicklung des Funktionsmusters II, sowie die Bearbeitung des Tasks 3.3 ist damit vollständig 

abgeschlossen, wenn auch mit Verzögerung. Der entsprechende Meilenstein II wurde zeitgemäß 

erreicht und die Ziele des Antrags wurden im Wesentlichen erfüllt. Eine große Schwierigkeit waren 

dabei die Lieferengpässe während der Pandemie COVID-19. Dadurch hat sich die Produktion der 

Prototypen, insbesondere als Spritzguss, stark verzögert und führte schließlich zur Verlängerung des 

Projekts. Ein zweites Hindernis war die unzureichende Haftung der Biodruck-Tinten am Spritzguss-

Prototypen. Die Haftung ließ sich schließlich durch eine chemische Behandlung der Oberfläche 

verbessern, führte jedoch zu einer weiteren Verzögerung in der Entwicklung.  Das Funktionsmuster II 

wurde in Untereinheiten unterteilt, um schnellere Entwicklung zu ermöglichen. Diese Untereinheiten 

können zu einem Plattenformat zusammengesetzt werden. Hierbei war es uns nicht möglich alle 8 

Positionen des Funktionsmusters gleichzeitig zu befüllen und zu verschließen, so dass maximal zwei 

Positionen hintereinander befüllt, bedruckt und verschlossen werden müssen, bevor mit den übrigen 

Kammern weiter verfahren wird.  



AP4: Peripherie für Perfusion und Inkubation 

Task 4.1 Peripheriekonzept für die mikroskopische Langzeitbeobachtung (M16-

36) 
 

In AP 4.1 soll das Funktionsmuster II für mehrere Tage unter Inkubator-Bedingungen auf einem 

Mikroskop betrieben werden. Da das Funktionsmuster II parallel entwickelt wird, wurde zunächst das 

Funktionsmuster I eingesetzt, um die Realisierbarkeit der Perfusion unter gleichzeitiger Beobachtung 

durch das Mikroskop zu prüfen.  

In Abbildung 20a ist der Versuchsaufbau abgebildet, in welchem der Mikroskoptisch-Inkubator und die 

Perfusionssteuerung zu sehen sind. Beide Systeme sind auf 37°C beheizt, wobei die räumliche Nähe 

entscheidend ist, damit die Temperatur des Zellkulturmediums beim Transport durch die Schläuche 

erhalten bleibt. Abbildung 20b zeigt die gedruckten Kanäle im Überblick zu Beginn des Experiments. 

Der gelbe Ausschnitt wird in Abbildung 20c vergrößert und abhängig von der Zeit dargestellt. Es ist zu 

erkennen, dass die Zellen mit der Zeit stärker adhärieren und in der Fläche wachsen, bis der gesamte 

Boden des Kanals nach etwa 4 h mit Zellen bedeckt ist. Dieser Zustand bleibt auch nach 8 h erhalten 

(letztes Bild), was darauf hindeutet, dass der Mikroskoptisch-Inkubator die Zellfunktion in gleichem 

Maße erhält wie ein gewöhnlicher Inkubator. 

 

 

Abbildung 20: Perfusion des Funktionsmusters I unter dem Mikroskop. (a) Der Versuchsaufbau ist dargestellt. Die 
wichtigen Komponenten sind gelb umrandet: unten links im Bild sieht man den Mikroskopietisch-Inkubator, in 
welchen das Funktionsmuster I eingesetzt ist. Dieser ist mit der Perfusions-Steuerung oben rechts über Schläuche 
verbunden. Beide Komponenten sind beheizt auf 37°C. (b) Phasenkontrastbild zu Beginn des Experiments. Zwei 
Kanäle mit etwa 1 mm Durchmesser und 0,2 mm Abstand zueinander sind mit Zellen befüllt worden. Der gelbe 
Ausschnitt ist im nächsten Bild vergrößert dargestellt. (c) Vergrößerung des Ausschnitts aus (b) im zeitlichen 
Verlauf. Die Phasenkontrastbilder wurden im Kontrast verstärkt. Zwischen den Bildern liegen jeweils 2 h. Es ist zu 
erkennen, dass die Zellen nach etwa 4 h den Boden des Kanals vollständig bedecken.   

 

 

 



Um die Perfusion mehrerer Kanäle gleichzeitig zu ermöglichen, wurde ein Perfusions-System in 

Zusammenarbeit mit dem NMI entwickelt, welches mit Hilfe von Peristaltikpumpen die Zellen mit 

einem konstanten Fluss aus Medium versorgt. Passend zum Funktionsmuster II ist dieses System in der 

Lage bis zu 8 Kammern mit jeweils zwei Kanälen zu perfundieren. In Abbildung 21 ist der Aufbau des 

Systems dargestellt. Bild (a) Zeigt die Sicht von oben auf das System, wo in vier Abschnitten (gelber 

Rahmen) der Aufbau und Anschluss der Nadeln an die Peristaltikpumpen dargestellt ist. Jeweils zwei 

Nadeln werden dabei mit einem Schlauch und einer Peristaltikpumpe verbunden, so dass Medium 

zwischen den Reservoiren transportiert werden kann. (b) zeigt die Halterung für Funktionsmuster II im 

Plattenformat und zugehörige Reservoire, die auf die Luer-Anschlüsse aufgesteckt werden. In (c) sind 

die Peristaltik-Pumpen zu sehen, die unter der weißen Abdeckung untergebracht sind. Bild (b) zeigt 

das Zusammensetzen des oberen und unteren Teils, wobei die Nadel-Spitzen in die Reservoire 

eingeführt werden. Ein Programm zur Steuerung der Pumpen wurde vom NMI in Python geschrieben, 

dessen Benutzeroberfläche in (e) abgebildet ist.  Das System ist flexibel hinsichtlich der Nadel-

Positionen und wäre auch für ähnliche Prototypen nutzbar, deren Luer-Anschlüsse auf Positionen eines 

typischen 96-Well-Formats liegen.   

 

Abbildung 21: Design des Perfusionssystems vom NMI zur Kultivierung der Zellen in Funktionsmuster II. (a) Der 
obere Teil besteht aus einer Halterung für die Peristaltik-Pumpen unter der weißen Abdeckung. In der Mitte sind 
Nadeln in schwarzen Halterungen positioniert, die in vier Schritten eingesetzt werden (gelbe Kästen): Position 1: 
Nur die Löcher im Boden sind sichtbar, Position 2: die schwarzen Halterungen für die Nadeln werden eingeschraubt, 
Position 3: die Nadeln werden in die Halterungen gesteckt, Position 4: die Nadeln werden über Schläuche mit den 
Peristaltikpumpen verbunden. In (b) ist der untere Teil gezeigt, welcher eine Halterung für das Funktionsmuster II 
im Plattenformat besitzt. Die Luer-Anschlüsse, welche perfundiert werden sollen, werden mit Reservoir-Aufsätzen 
versehen, die jeweils etwa 500 µL Medium fassen. Abbildung (c) zeigt die Peristaltikpumpen unterhalb der weißen 
Abdeckung. In (d) ist der obere Teil halb geöffnet, so dass sichtbar wird, wie die Nadelspitzen in die Reservoirs 
eingeführt werden. Abbildung (e) zeigt die graphische Benutzeroberfläche des Python-Programms zur Steuerung 
der Peristaltikpumpen.  

   

Um zu testen, ob das Perfusionssystem wie gewünscht funktioniert, wurden RPTEC-Zellen gleichzeitig 

mit dem Perfusionssystem des NMI und dem bereits existierenden System von ibidi für 5 Tage 

perfundiert. In Abbildung 22 sind die Ergebnisse dargestellt. Die obere Reihe zeigt die Versuchsreihe 



mit dem ibidi-System und die untere Reihe mit dem NMI-System. Dabei ist zuerst das System selbst, 

und danach Phasenkontrast-Aufnahmen zu den Zeitpunkten 2 h, 2 Tage und 5 Tage gezeigt. Die Zellen 

wurden dazu ein einem Standard ibidi µ-Slide mit ibiTreat-Beschichtung ausgesät und perfundiert. Da 

die beiden Mechanismen sehr unterschiedlich sind, lässt sich die Perfusionsgeschwindigkeit nicht 

direkt vergleichen. Bei dem ibidi Perfusionssystem wird ein konstanter Druck angelegt, so dass 

kontinuierlich die gleiche Flussgeschwindigkeit herrscht. Beim NMI-System wird in regelmäßigen 

Abständen ein kleines Volumen zwischen zwei Reservoiren übertragen, die über einen Kanal in der 

Probe miteinander verbunden sind. Auf Grund der Gravitation fließt das Medium zurück, bis der 

identische Füllstand wieder hergestellt ist. Die Bilder in Abbildung 22 belegen, dass die Zellen in beiden 

Fällen ähnlich gut proliferieren und sich nach 5 Tagen eine konfluente Zellschicht gebildet hat.  

 

Abbildung 22: Das neue Perfusionssystem wird mit dem bereits existierenden System von ibidi verglichen. In der 
zwei Bilder-Reihen sind zuerst das System selbst, und danach Phasenkontrast-Aufnahmen der RPTEC-Zellen zu 
den Zeitpunkten 2 h, 2 Tage und 5 Tage abgebildet.  

 

Schließlich wurden die Zellen für 7 Tage perfundiert und anschließend mit Fluoreszenz-Farbstoffen 

eingefärbt, um die Bildung von Zell-Zell-Kontakten nachzuweisen. Die Ergebnisse sind in Abbildung 23 

dargestellt. In der oberen Reihe sind die Fluoreszenz-Bilder der Zellen abgebildet, die mit dem ibidi-

Perfusionssystem kultiviert wurden. Im ersten Bild wurde E-Cadherin eingefärbt, welches an einigen 

Stellen zwischen den Zellen zu sehen ist, aber relativ gering exprimiert wurde. In Blau sind die Zellkerne 

eingefärbt. Im rechten Bild wurde ZO-1 angefärbt, welches deutlich die Zell-Zell-Kontakte zeigt und 

gleichmäßig über den gesamten Bildausschnitt sichtbar ist. In der zweiten Reihe sind die Zellen zu 

sehen, die mit dem Perfusionssystem des NMI kultiviert wurden. Hier scheint im ersten Bild zunächst 

mehr E-Cadherin sichtbar zu sein. Im zweiten Bild ist das ZO-1 ähnlich stark zu sehen wie bei der Probe 

mit dem ibidi-System. Dabei ist die Zelldichte etwas niedriger. Insgesamt sind die Ergebnisse zwischen 

beiden Systemen sehr ähnlich, so dass die Kultivierung der Zellen sowohl mit dem System von ibidi als 

auch mit dem des NMI sehr gut möglich ist. Kleinere Unterschiede in der Morphologie oder Protein-

Expression können an der unterschiedlichen Art der Perfusion liegen, welche entweder gleichmäßig 

(ibidi) oder in regelmäßigen Abständen (NMI) erfolgt. Der große Vorteil des NMI-Systems liegt 

weiterhin darin, dass sich mehrere Chips mit verschiedenen Zellkulturmedien gleichzeitig perfundieren 

lassen und eine Probe im Platten-Format vollständig mit Medium versorgt werden kann.  

 

 



 

Abbildung 23: Zellen des proximalen Tubulus wurden für 7 Tage mit den beiden Perfusions-Systemen (oben ibidi, 
unten NMI) kultiviert und danach mit Fluoreszenten Farbstoffen angefärbt. Dabei wurden zwei Marker für Zell-Zell-
Kontakte getestet: E-Cadherin (linkes Bild) und ZO-1 (rechtes Bild). Zusätzlich sind die Zellkerne in blau eingefärbt.  

 

Nach einer Verzögerung wurde auch Task 4.1 erfolgreich behandelt und die Ergebnisse erfolgreich 

aufgenommen und analysiert. Da das Funktionsmuster II durch Verzögerungen in der Spritzguss-

Produktion während der COVID19-Pandemie mehr Zeit in der Entwicklung beansprucht hat als geplant, 

konnte auch das Perfusionssystem entsprechend spät daran angepasst werden. Trotzdem konnten die 

Zellen mit dem angepassten System erfolgreich kultiviert werden und entsprechende Protein-

Expression nachgewiesen werden. Meilenstein 3 wurde ebenfalls erreicht. Zwar können die Zellen 

nicht direkt während der Perfusion im Mikroskop beobachtet werden, da das verwendete Material 

nicht durchsichtig ist, jedoch kann das verwendete Funktionsmuster I oder II jederzeit aus der 

Halterung herausgenommen und unter dem Mikroskop beobachtet werden, bevor man es wieder 

zurück in das System gibt. Alle durchgeführten Arbeiten waren angemessen und die Ergebnisse sind in 

Zukunft nutzbar.  

Während der Durchführung des Vorhabens sind uns keine relevanten Fortschritte anderer 

Arbeitsgruppen auf diesem Gebiet bekannt geworden. Eine Publikation in Form eines 

wissenschaftlichen Papers ist für dieses Jahr geplant. Die folgende Tabelle zeigt eine Übersicht über 

die Konferenzen, auf denen ein Beitrag in Form eines Posters oder Vortrags zu diesem Vorhaben 

präsentiert wurde: 

Konferenz  Datum  Titel Autoren 

Biofabrication 27.09.2021- 
29.09.2021 

Fabrication and 
characterization of a 3D 
printed, perfusable in vitro 
model of the proximal 
tubule on a microfluidic 
device 

Ellena Hönig, Meike Beer, Tran Hoang, 
Verena Singer, Isabelle Schmidt, Karen 
Manger, Zeno v. Guttenberg, Anita 
Reiser, Julia Hofmann, Elin Pernevik, 
Himjyot Jaiswal, Volodymyr Kuzmenko, 
Hanna Hartmann and Martin Stelzle 

DGBM 07.10.2021-  
08.10.2021 

3d printing and 
characterization of a 
microfluidic in vitro model 

Ellena Hönig, Meike Beer, Tran Hoang, 
Verena Singer, Isabelle Schmidt, Karen 
Manger, Zeno v. Guttenberg, Anita 
Reiser, Julia Hofmann, Elin Pernevik, 



of the renal proximal 
tubule 

Himjyot Jaiswal, Volodymyr Kuzmenko, 
Hanna Hartmann and Martin Stelzle 

EUROoCS  04.06.2022-
05.06.2022 

3D bioprinted microfluidic 
in vitro model of the 
proximal tubule 

Elin Pernevik, Philipp Linke, Stefanie 
Sträßle, Isabelle Schmidt, Ellena 
Hönig, Hanna Hartmann, Martin 
Stelzle, Zeno Guttenberg, Christian 
Silva, Volodymyr Kuzmenko, Itedale 
Namro Redwan 

ESB2023 04.09.2023-
08.09.2023 

Controlling renal epithelial 
cell behavior by  
improving the viscoelastic 
and biofunctional  
characteristics of a kidney 
ECM-derived bioink 
for 3D bioprinting 

Isabelle Schmidt, Alexandra Meisner, 
Elin Pernevik, Philipp Linke, Volodymyr 
Kuzmenko, Ellena Fuhrmann, Itedale 
Namro Redwan, Zeno Guttenberg, 
Hanna Hartmann 

EUROoCS 03.07.2024-
05.07.2024 

Microfluidic slide for 3D-
bioprinting applications 
using the example of a 
proximal tubule model 

Philipp Linke, Isabelle Schmidt, Elin 
Pernevik, Volodymyr Kuzmenko, 
Hanna Hartmann, Zeno Guttenberg 

 

  

Fortschreibung des Verwertungsplans 
 

Nach Auftragende steht nun ein Modell des proximalen Tubulus der menschlichen Niere zur 

Verfügung, welches weiter zur Produktreife entwickelt und als vollständige Plattform aus dem 

mikrofluidischen Chip mit entsprechender Peripherie und dem Biodrucker mit den passenden 

Druckköpfen und Biotinten vertrieben werden soll. Die potenziellen Kunden für die Plattform sind 

biotechnologische und pharmazeutischen Firmen, die unser Modell in der Wirkstoffforschung 

einsetzten, aber auch akademische Forschungsgruppen, die im Bereich der Nephrologie forschen. Für 

den Vertrieb des Modells wird jeder Partner auf seinem entsprechenden Fachgebiet beteiligt. Als Ziel 

für die Markteinführung wird das erste Quartal 2026 angestrebt. Es wird erwartet, dass ibidi im ersten 

Jahr nach der Markteinführung mit dem Gesamtsystem einen Profit von 0,35 Mio. € erzielen wird und 

diesen im dritten Jahr auf 1,15 Mio. € steigern kann. Im 5. Jahr wird mit einem zusätzlichen Profit von 

2,44 Mio. € gerechnet. 

In anderen präklinischen Substanztests kommen hauptsächlich Mausmodelle zum Einsatz, welche 

jedoch nicht sehr aussagekräftig in Bezug auf die Wirksamkeit beim Menschen sind. Alternativen hierzu 

sind die organ-on-chip Plattformen von Mimetas, Emulate und Tissuse. Der geplante PTubeChip 

überwindet viele existierende Nachteile dieser Plattformen und stellt daher eine effiziente Alternative 

zu Tierversuchen dar. Mit der neuen Plattform können die Kosten für die Medikamententwicklung 

beträchtlich verringert, Tierversuche reduziert und Auswahlprozesse für Substanzten erleichtert 

werden. 

Die PTubeChip-Plattform wird in der nächsten Phase durch Anpassung der Druckprogramme und 

Biotinten auch für die Kultivierung anderer Mikroorgane verwendet, wie z.B. ein Blut-Hirnschranken-

Modell. Dafür werden weitere Partner mit der entsprechenden Kompetenz für die geeigneten 

Zelltypen gesucht. Zusammen mit den Projektpartnern und den neuen Partnern soll anschließend die 

Chipplattform für den anderen Organtyp zur Marktreife entwickelt werden. Es wird davon 

ausgegangen, dass dies aufgrund der im PTubeChip Projekt gewonnenen Erfahrungen in weniger als 3 

Jahren erreicht werden kann. 



Ein Patent wurde angemeldet, welches das Design des mikrofluidischen Chips schützt, der in diesem 

Projekt entwickelt wurde. Das Patent ist einsehbar unter der Nummer EP4268958A1 und wurde am 

01.11.2023 veröffentlicht. Im Einklang mit der Patentstrategie werden die Ergebnisse weiterhin auf 

Konferenzen präsentiert und in wissenschaftlichen Journalen publiziert, um die neue Plattform auch 

in der wissenschaftlichen Community bekannt zu machen. 



                                                                          

 
Kurzbericht zum Vorhaben 

„Chipplattform für die dynamische Kultivierung eines 

3D-gedruckten Modells des proximalen Tubulus.“ 
 

Aufgabenstellung 
Das erste Ergebnis, das im Teilprojekt von ibidi erzielt werden soll, ist die erfolgreiche Etablierung einer 

mikrofluidischen Chipplattform, in der eine dynamische Kultur (mit Perfusion) von Zellen in 

Hydrogelkanälen durchgeführt werden kann. Die Plattform soll aus einem mikrofluidischen 

Kunststoffchip mit offenen Kompartimenten bestehen, in die mit einem 3D-Biodrucker 

Hydrogelstrukturen aufgebaut werden können. Die Kompartimente sollen nach dem Drucken 

verschließbar sein, damit die gedruckten Strukturen anschließend kontinuierlich mit Medium für die 

Zellkultur durchspült werden können (Perfusion). Der kontinuierliche Medienfluss soll sowohl durch 

druck- als auch gravitationsgetriebenes Pumpen aufrechterhalten werden können. Im Inneren der 

Chips sollen außerdem durch eine geeignete chemische Modifizierung der mikrofluidischen Strukturen 

erreicht werden, dass die Gelstrukturen eine stabile Verbindung mit den Oberflächen eingehen. Die 

Größe der Chips soll im finalen Design den Maßen einer Mikrotiterplatte entsprechen mit einer Anzahl 

von ca. 8-12 Kompartimenten für die Hydrogelstrukturen. Die Herstellung der Funktionsmuster soll 

abschließend durch einen Prototypenspritzguss erfolgt sein.  

Das zweite erwartete Ergebnis ist der erfolgte Aufbau einer Inkubationseinheit für das 

gravitationsgetriebene Multiwellplatten Perfusionssystem des NMI. Damit sollen Langzeitexperimente 

(mehrere Wochen) mit einem hochauflösenden Lichtmikroskops ermöglicht werden (timelapse), bei 

denen die Inkubationseinheit mit dem Perfusionssystem und der Chipplattform auf einem 

Mikroskoptisch platziert wird. Dadurch soll eine genaue zeitabhängige Untersuchung von 

Zellmorphologie, Proteinexpression (mit Fluoreszenzmarkern) und Diffusionsprozessen (mit 

Farbstoffmolekülen) ermöglicht werden.  

Die meisten bisher verwendeten präklinischen Substanztests verwenden arbeitsintensive in vivo 

Modelle. Die regulär angewendeten Mausmodelle sind jedoch nicht sehr aussagekräftig in Bezug auf 

die Wirksamkeit beim Menschen. Alternativen hierzu sind die organ-on-chip Plattformen von Mimetas, 

Emulate und Tissuse. Der geplante PTubeChip wird jedoch viele existierende Nachteile dieser bereits 

existierenden Plattformen überwinden und daher eine willkommene Alternative zu Tierversuchen 

darstellen. Mit der neuen Plattform können die Kosten für die Medikamentenentwicklung beträchtlich 

verringert, Tierversuche reduziert und Auswahlprozesse für Substanzten erleichtert werden. 

Ablauf des Vorhabens 
In regelmäßigen online-Meetings wurde der Fortschritt besprochen und der Ablauf geplant, so dass 

alle Partner stets über den aktuellen Stand informiert waren. Zunächst haben wir dazu die 

Anforderungen definiert und Aufgaben verteilt. Während ibidi hauptsächlich für die Entwicklung des 

mikrofluidischen Chips zuständig war, wurden die biologischen Modelle am NMI genauer untersucht 



und die nötigen 3D-Biodrucker und zugehörige Tinten wurden von CELLINK zur Verfügung gestellt und 

basierend auf den Ergebnissen weiterentwickelt. Zu Beginn wurden vor allem die Adhäsion der 

verwendeten Zelltypen auf den Bioink-Kandidaten getestet. Bei ibidi wurde ein erster Entwurf der 

Mikrofluidischen Plattform hergestellt und hinsichtlich Befüllens und Haftung der Hydrogele am 

Material getestet.  

Nachdem die ersten Tests erfolgreich waren und ein erstes Design des mikrofluidischen chips 

feststand, wurde daran gearbeitet, die Zellen von der 2D-Kultur in eine 3D-Kultur zu überführen. 

Zunächst wurden dazu am NMI erste Kanäle mit dem 3D-Biodrucker erstellt, wofür CELLINK optimierte 

Bioink-Proben bereitstellte. Bei CELLINK wurde währenddessen die Firmware des Druckers für 

Koaxiales Drucken vorbereitet, Wofür zwei unabhängige Druckquellen vorhanden sein und auch 

unabhängig voneinander steuerbar sein müssen. Bei ibidi wurde zunächst die Perfusion der Proben am 

eigenen Perfusionssystem getestet.  

Am NMI wurden die Scherkräfte und die Cluster-Bildung während des Druckens genauer untersucht, 

bevor das Koaxiale Drucken ausführlich getestet wurde. CELLINK untersuchte die Druckbarkeit der 

Tinten durch Messung der Viskosität und testete das Hinzugeben von extrazellulärer Matrix aus 

nativem Gewebe. Währenddessen arbeitete ibidi kontinuierlich an der Verbesserung des 

mikrofluidischen Chips und finalisierte das Design für den zweiten Demonstrator. Hier ergab sich durch 

die Pandemie Verzögerungen in der Herstellung, da der Spritzguss-Lieferant mit Engpässen zu Kämpfen 

hatte. Nach Fertigstellung der ersten Spritzguss-Prototypen wurde deutlich, dass eine spezielle 

Beschichtung notwendig ist, um zuverlässige Haftung der Biotinten zu gewährleisten. Dadurch 

entstand eine zusätzliche Verzögerung des ursprünglichen Plans. 

Gegen Ende des Vorhabens wurde deutlich, dass eine Verlängerung zum Erreichen der Ziele notwendig 

ist. Nachdem diese bewilligt wurde, war es möglich, das Perfusionssystem des NMI fertigzustellen und 

bei ibidi mit dem finalen Chipdesign zu testen. Weiterhin konnten erstmals sowohl am NMI als auch 

bei ibidi zwei verschiedene Zelltypen in einem Chip kultiviert und perfundiert werden, welche im 

Anschluss mit fluoreszenten Markern analysiert wurden.  

Wesentliche Ergebnisse 
Zu den wesentlichen Ergebnissen, die bei ibidi erreicht wurden, zählt zunächst der Grundlegende 

Aufbau des mikrofluidischen Chips in der Version mit einer und zwei befüllbaren Einheiten sowie die 

Sonderanfertigung für Koaxiales Drucken. Wesentlich für den Erfolg des Chips verantwortlich ist die 

stabile Versiegelung mit Hilfe der Klebefolie sowie die Beschichtung mit einer neuartigen Methode, so 

dass die eingefüllten Biotinten stabil am Chipmaterial haften und Strukturen auch nach mehreren 

Tagen unter Perfusion in der Form stabil bleiben.  

Von hoher Relevanz sind die Erfahrungen mit dem 3D-Biodrucken von CELLINK, welcher es erlaubt 

reproduzierbar definierte Strukturen aus biologischem Material zu erstellen. Die dazu notwendige 

Erfahrung wird in Zukunft hilfreich sein, da es sich beim 3D-Biodruck um ein schnell wachsendes 

Fachgebiet handelt, dessen Potential noch stark ausgebaut werden kann. 

Schließlich sind die Ergebnisse des Biologischen Modells des Proximalen Tubulus von hohem Wert, 

welche zeigen, dass die Zellen in der von uns entwickelten 3D-Umgebung proliferieren und auch ihre 

gewünschte Funktion zeigen, indem sie stabile Zellschichten bilden und entsprechende Proteine für 

die Zell-Zell-Kontakte exprimieren. Es wurde nachgewiesen, dass diese Zellschicht die Diffusion von 

Molekülen hemmt, was auf eine hohe Stabilität der Schicht hinweist. Diese Ergebnisse zeigen, dass 



Organmodelle auf mikrofluidischen Chips realisierbar sind und eine Möglichkeit bieten, um 

Tierversuche zu reduzieren und individuelle Therapien mit Spenderzellen zu entwickeln. 

Schließlich haben wir wertvolle Ergebnisse mit dem am NMI entwickelten Perfusionssystem 

gesammelt, die eine hohe Flexibilität durch mehrere einzelne Peristaltik-Pumpen und Unterstützung 

für eine hohe Anzahl gleichzeitiger Experimente im Plattenformat bietet. Hier wurden schließlich 

Vergleiche zwischen Proben vollzogen, die mit jeweils einem der beiden Systeme perfundiert wurden 

und auch hier zeigten die Zellen eine starke Produktion relevanter Proteine, die mittels 

Fluoreszenzfärbung sichtbar gemacht wurden.  

Insgesamt lässt sich das Vorhaben als erfolgreich bewerten, da eine hohe Zahl relevanter Ergebnisse 

gesammelt wurde und die Zusammenarbeit der Partner zuverlässig ablief, so dass selbst schwierige 

Hindernisse überwunden werden konnten. 


