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2  Material und Methoden

2.1 CHO-Stammkulturen

Alle Experimente wurden mit CHO-Zellen durchgeführt. Diese permanente Zellinie wurde aus dem Ovar des chinesischen Hamsters Cricetulus griseus etabliert und bietet die Möglichkeit, genetische Veränderungen von Säugetierzellen unter Kulturbedingungen zu untersuchen. CHO-Zellen haben eine unbegrenzte Lebensdauer und werden als permanente Zellinien bezeichnet. Es gibt permanente Zellinien des chinesischen Hamsters aus Milz, Lunge, Niere und Eierstock. In dieser Arbeit wurde die Zellinie CHO-9 verwendet, die von Prof. Natarajan (Leiden) zur Verfügung gestellt wurde. Der Chromosomensatz besteht aus 21 statt 22 Chromosomen. Es ist nur ein X-Chromosom vorhanden. Nur 9 Chromosomen entsprechen noch dem Karyotyp des Chinesischen Hamsters. Die 12 veränderten Chromosomen entstanden hauptsächlich durch Translokationen und Invesionen. Die relativ großen metazentrischen und submetazentrischen Chromosomen sind gut erkennbar und leicht auszuwerten (Folle et al., 1997).

Die Zellen können bei –80°C oder niedrigeren Temperaturen gelagert werden und bleiben so viele Jahre lang lebensfähig. Nach etwa 40 Passagen werden die Zellen verworfen und durch neue, frisch aufgetaute Zellen ersetzt.

CHO-Zellen wachsen auf einer geeigneten Unterlage als Monolayer, weil aufgrund von Kontaktinhibition ein Übereinanderwachsen verhindert wird. Mitotische Zellen runden sich ab, haften nur locker an der Unterlage und sind gut von den spindelförmigen Interphasezellen zu unterscheiden.

CHO-Zellen sind sehr widerstandsfähig und überstehen die Kulturbedingungen, ohne Schaden zu nehmen. Das Wachstum ist in einem weiten Temperaturbereich möglich (28°-40° C), die optimale Temperatur liegt jedoch bei 36°-38° C. Der günstigste pH-Wert für das Kulturmedium liegt bei 7 (Gottesmann 1985). Unter optimalen Bedingungen dauert ein Zellzyklus etwa 14 Stunden. 

2.2 Kultivierung der CHO-Zellen

Beim Umgang mit Zellkulturen ist wichtig, daß steril gearbeitet wird. Das Medium bietet aufgrund des Nährstoffangebotes und der Kulturbedingungen nicht nur den CHO-Zellen gute Lebensbedingungen, sondern auch Bakterien und Pilzen. Kontamination führt dazu, daß sich Mikroorganismen rasant vermehren und mit ihren Stoffwechselprodukten das Medium "vergiften". Die Zellen werden in ihrem Wachstum gehemmt und sterben ab. Kontaminationen können auch zu Verfälschungen der Versuchsergebnisse führen.

Zur Vermeidung von Infektionen wird im Sterilraum unter einer Sterilbank gearbeitet. Das verwendete Medium wird mit einem Sterilfilter (Porengröße: 0,1 m) filtriert, der auch Mykoplasmen zurückhält. Die verwendeten Einmalartikel wie Petrischalen (PS) werden vom Hersteller steril geliefert. Alle Glasgeräte werden in einem Trockenschrank bei 180°C zweimal sterilisiert, hitzeempfindliche Materialien werden bei 120°C und 1 Bar Druck 50 min autoklaviert. Alle anderen Materialien werden vor dem Gebrauch mit 70%igem Ethanol gewaschen.

CHO-Zellen wachsen als Monolayer in sterilen Kunststoff-Petrischalen von 96 mm Durchmesser. Das Kulturmedium muß regelmäßig gewechselt werden, damit ein ungestörtes Wachstum gewährleistet ist. Subkultivierung erfolgt alle zwei bis drei Tage, wenn die Bodenfläche der PS von Zellen bedeckt ist.

Für die Kultivierung der Zellen werden folgende vorgewärmte Lösungen benötigt:

· Vollmedium:
Das Vollmedium wird jeweils vor dem Arbeiten frisch angesetzt und besteht aus 90% McCoy`s 5A-Medium und 10% fetalem Kälberserum (FKS). Gegen Bakterienkontaminationen werden zusätzlich die Antibiotika Penicillin (100 Einheiten/ml) und Streptomycin (100µg/ml) zugesetzt. Wenn im Folgenden von Medium gesprochen wird, ist immer McCoy`s 5A-Medium gemeint.

· PBS (Phosphate Buffered Saline):

PBS ist eine phosphatgepufferte Salzlösung ohne Ca2+ und Mg2+ mit folgender Zusammensetzung:

8000 mg/l
NaCl


200 mg/l
KCl


1150 mg/l
Na2HPO4


200 mg/l
KH2PO4


· Trypsin/EDTA-Lösung:
Diese Lösung besteht aus 0,05% Trypsin, einem proteolytisch aktivem Enzym, das die Ablösung festsitzender Zellen ermöglicht, und 0,02% EDTA (Ethylen-diamin-tetra-acetat) in PBS gelöst.



Das Passagieren der Zellen umfaßt folgende Arbeitsschritte:

1. Makroskopische und mikroskopische Beurteilung der Zellkulturen

2. Abgießen des altes Kulturmediums und Abspülen des Monolayers mit 2-3 ml PBS 

3. Überschichten der Zellen für 2-3 Minuten mit einem dünnen Film Trypsin/EDTA-Lösung 

4. Abstoppen der Trypsinwirkung mit 2 ml Vollmedium 

5. Abspülen und suspendieren der Zellen mit einer Pasteurpipette 

6. Verteilen von jeweils 250-350 µl Zellsuspension auf neue Kulturschalen 

7. Kultivierung Zellen im Brutschrank bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre und 95 % Luftfeuchtigkeit 

2.3 Blue-Cotton-/ Blue-Chitin-Methode 

Mutagene kommen in Gewässern oft nur in sehr geringen Konzentrationen vor. Dieser Umstand erfordert Verfahren, Schadstoffe aus Gewässern zu konzentrieren, um so eine mögliche schädliche Wirkung nachweisen zu können. Dazu bietet sich die von Hayatsu in Japan entwickelte Blue-Cotton-Methode an, die in Kapitel 1.5 beschrieben wurde (Hayatsu, 1990, 1992). Dabei wird der blaue Farbstoff Trisulfokupferphthalocyanin (CPT, Copper Phthalocyanine Trisulfonate) kovalent an Baumwolle gebunden. Das Pigment adsorbiert in wässrigem Medium PAK mit drei oder mehr aromatischen Ringsystemen. In den durchgeführten Versuchen wurden ausschließlich Rayonfasern verwendet, da diese effektivere Adsorptions-eigenschaften besitzen als Baumwolle (Hayatsu, 1990).

2.3.1 Probennahme für die Wasseruntersuchungen

In dieser Arbeit wurden verschiedene Wässer, die im städtischen Bereich anfallen, nach mutagenen Substanzen untersucht. Die Proben unterliegen teilweise der Vertraulichkeit und die genauen Entnahmestellen sind am Institut für Genetik der Universität GHS Essen hinterlegt.

· Flußwasser aus verschiedenen Regionen eines Flusses im Ruhrgebiet. Die Proben wurden dem Fluß oberhalb, unterhalb und unmittelbar an der Mündung eines Baches entnommen, in den eine Kläranlage einleitet.
· Bachwasser aus zwei Bächen, von denen Bach A durch eine ländliche Region fließt und Bach B mehrere Wohngebiete passiert. In Bach B entwässert bei Starkregenereignissen ein Mischwasserkanalsystem.
· Teichwasser aus einem natürlichen und einem künstlich angelegten stehenden Gewässer im Stadtgebiet von Essen.
· Autobahnabfluß aus Regenereignissen nach Versickerung durch eine 30 cm dicke Bodenschicht.

· Abwasser aus einer Mischung von Haushalts- und Gewerbeabwasser aus dem Zu- und Ablauf einer Kläranlage ohne großindustrielle Einleitung.

· Straßenabfluß eines Starkregenereignisses nach längerer Trockenperiode, gesammelt an einer mäßig stark befahrenen Kreuzung im Stadtgebiet von Essen.
· Dachabfluß eines Regenereignisses im Stadtgebiet von Essen.

· Regenwasser, das auf dem Campus der Universität GH Essen gesammelt wurde.

· Leitungswasser aus einem Haushalt im Stadtgebiet von Essen.
· Schnee, gesammelt auf dem Campus der Universität GH Essen.

Die Probenentnahmen wurde folgendermaßen durchgeführt:

· 0,5 g Rayonfasern je Versuchspunkt abwiegen

· 5 Minuten in Methanol waschen

· 2 x 5 Minuten mit destilliertem Wasser waschen und im Trockenschrank trocknen

· blaue Fasern in Nylonsäckchen geben und mit einem Gewicht beschweren

· 3-4 solcher Säckchen an einem Schwimmbrett befestigen

· für 24 Stunden freischwimmend, ohne Bodenkontakt im zu untersuchenden Gewässer an geeigneter Stelle ausbringen

· im Labor 3 x mit destilliertem Wasser waschen und im Trockenschrank trocknen

Die Weiterentwicklung der Blue-Cotton-Methode ist die Blue-Chitin-Methode (Hayatsu, et al., 1996). Hier ist der blaue Farbstoff nicht an Baumwolle sondern an Chitin (poly-N-Acetylglucosamin) gebunden ist. Von der puderförmigen Substanz werden 0,12 g in kleine Kunststoffsäulen gefüllt, die mit einer Spritze verbunden werden können. Anschließend werden die Säulen mit 50 ml Methanol und mit 50 ml destilliertem Wasser gewaschen und getrocknet. Ein Liter einer vorher gefilterten Wasserprobe wird mit einer Spritze langsam (Durchflußgeschwindigkeit etwa 5 ml/min) durch die Säule gespritzt. Anschließend werden 100 ml destilliertes Wasser durchgespritzt und die Säule bis zur Elution im Trockenschrank getrocknet. Elution und Behandlung erfolgen wie bei der Blue-Cotton-/ Blue-Rayon-Methode. Der Vorteil dieser Methode ist, daß auch Wasserproben mit einem geringen Volumen noch gut untersucht werden können.

2.3.2 Elution der PAK

Die aus dem Wasser stammenden und an dem blauen Farbstoff adsorbierten PAK müssen vor Versuchseinsatz wieder heruntergelöst werden. Dazu spritzt man 100 ml Lösungsmittel, bestehend aus Methanol/ konz. Ammoniak (50:1) langsam durch die Säule (Durchflußgeschwindigkeit etwa 5 ml/min). Die Rayonfasern werden 3 x 10 Minuten in insgesamt 100 ml Lösungsmittel geschüttelt. Mit einem Rotationsverdampfer wird das Lösungsmittel soweit vorsichtig entfernt, bis nur noch etwa 2 ml übrig sind. Nach Zugabe von 5 ml Methanol und Überführung in einen kleinen Rundkolben, wird das restliche Lösungsmittel vollständig entfernt. Der Rückstand wird in 400 µl DMSO aufgenommen und kann für die Behandlung der Zellen verwendet werden.

2.4 Behandlung der CHO-Zellen

Die Zellkulturen werden vor der Behandlung nicht synchronisiert. 18 Stunden vor Behandlungsbeginn werden die Zellen subkultiviert und in neue PS gegeben, wobei die Zelldichte so gewählt wird, daß sich die Kultur während der Behandlung in exponentiellem Wachstum befindet und bei Beendigung der Kultur eine hohe mitotische Aktivität vorliegt. Für 18 h wird den Zellkulturen für die SCE-Bestimmung BrdUrd zugesetzt (Endkonzentration 2 x 10-5 M). 

Die Erholungszeit (EZ) nach Exposition beträgt für alle Experimente 18 Stunden und erfolgt im Brutschrank bei 37°C und 5% CO2. Die EZ beginnt mit dem Auswaschen der Behandlungslösung. Den Kulturen, die für die Bestimmung von CA vorgesehen sind, wird während der EZ BrdUrd in der oben angegebenen Konzentration zugesetzt. Nach differentieller Färbung werden erste Nachbehandlungsmitosen (M1) auf strukturelle Veränderungen hin untersucht. Zellen für die SCE-Bestimmung erhielten während der Erholungszeit kein BrdUrd.

2.4.1 Negativ- und Positivkontrollen

In allen Experimenten werden Negativ- und Positivkontrollen durchgeführt. Unbehandelte Negativkontrollen dienen der Überprüfung, ob eine geeignete Zellcharge verwendet wurde, oder ob das Lösungsmittel in den verwendeten Konzentrationen einen Effekt auf die Zellen ausübt. Es handelt sich meist um eine Mediumkontrolle und um eine Behandlung mit den eingesetzten Lösungsmitteln (Methanol und DMSO). Mit Blue-Rayon und Blue-Chitin wurden ebenfalls Kontrollexperimente durchgeführt.

Eine Positivkontrolle dient im Falle der Verwendung eines externen Metabolisierungssystems dazu, dessen Aktivität zu überprüfen. Für diesen Zweck wurde das Cytostatikum Cyclophosphamid (CP) verwendet, das nur nach Aktivierung CA und SCE induziert (Benedict et al., 1978). Die eingesetzte Konzentration betrug 1 x 10-6 M.

2.4.2 Behandlung der Zellen mit Extrakten der Wasserproben

Die meisten Zellen in Kultur weisen keine ausreichende Kapazität fremdstoffmetabolisierender Enzyme auf. Viele mutagen und karzinogen wirkende Chemikalien können nicht direkt mit der DNA interagieren, sie müssen erst enzymatisch aktiviert und so in eine wasserlösliche Form gebracht werden. In-vitro erfolgt das gewöhnlich mit einem externen Metabolisierungssystem (S9) (siehe 1.4). 

Der in den Versuchen verwendete S9-Mix besteht aus 100µl S9 und 900µl Cofaktoren, die sich aus folgenden Komponenten zusammensetzen:

- KCl
33 mM
- Glukose-6-Phosphat
5 mM
- NADP
4 mM
- MgCl2 x 6 H2O
8 mM

gelöst in 100 mM Phosphatpuffer (Na2HPO4 x 2 H2O in Aqua dest., pH 7,4) (Maron und Ames, 1984).

Für jedes Experiment wurde S9 der gleichen Charge verwendet, da trotz Standardisierung, Schwankungen in der enzymatischen Aktivität auftreten können. S9 wirkt auf Zellen zytotoxisch und wird deshalb in Dialysierschläuche eingeschlossen (Madle und Obe, 1977). Die umgesetzten Substanzen könnten die semipermeable Membran passieren und ins Medium gelangen.

Die Experimente umfassen folgende Arbeitsschritte:

· Sterilisation der Dialysierschläuche 

· Vorbereitung von 1 ml Behandlungslösung in Eppendorfgefäßen, bestehend aus 900µl Cofaktoren, 100µl Extrakt in DMSO, +/- 100µl S9 

· Entfernen des Kulturmediums

· Waschen der Zellkulturen mit serumfreien Medium 

· Überschichten der Zellen mit 5 ml serumfreien Medium 

· Befüllen der Dialysierschläuche mit der Behandlungslösung und Schläuche in die Kulturschalen legen

· Inkubation für 2 h im Brutschrank bei 37 °C und 5 % CO2 

· Entfernen der Schläuche und zweimaliges Waschen der Zellen mit serumfreien Medium

· Zugabe von Vollmedium

2.4.3 Behandlung der Zellen mit metall(oid)organischen Verbindungen

Für die hier untersuchten metall(oid)organischen Verbindungen wurden Stammlösungen in Methanol angesetzt, die entweder im Kühlschrank bei + 4 °C oder im Tiefkühlschrank bei –18 °C gelagert wurden. Unmittelbar vor Versuchsbeginn wurde aus diesen Stammlösungen die Behandlungslösung frisch zubereitet. Die Behandlung der Zellen mit den Substanzen erfolgte im Monolayer und umfaßte folgende Arbeitsschritte:

· Entfernen des Kulturmediums 

· Waschen der Zellen mit serumfreien Medium

· Zugabe der Behandlungslösung bestehend aus 3 ml Medium und unterschiedlichen Konzentrationen der Testsubstanz

· Inkubation für 2 h

· Entfernen der Behandlungslösung

· dreimaliges Waschen mit serumfreiem Medium 

Experimente zur Bestimmung der Quecksilberspezies in den Zellen mit AAS (Atom-Adsorbtions Spektrometrie) wurden ebenfalls durchgeführt. Dazu wurden die Zellen nach der Exposition nicht kultiviert, sondern abtrypsiniert (siehe 2.2) und mit einer Zählkammer gezählt. Die Lyse der Zellen erfolgte mit 5 ml destilliertem Wasser für 15 Minuten. Nach dieser Zeit konnten bei mikroskopischer Untersuchung in der Lösung keine intakten Zellen mehr gefunden werden. 

2.5 Aufarbeitung der behandelten Zellkulturen

Zwei Stunden vor Beginn der Aufarbeitung wurde den Zellen das Spindelgift Colcemid (Endkonzentration: 0,08 SYMBOL 109 \f "Symbol"g/ml) zugesetzt. Die induzierten C-Metaphasen erlauben eine verläßliche Analyse struktureller Chromosomenveränderungen. Die Aufarbeitung erfolgte unter nicht sterilen Bedingungen und umfaßte folgende Arbeitsschritte.

1. Überführen von etwa der Hälfte des Kulturmediums in ein numeriertes Zentrifugenröhrchen 

2. Abspülen der lose haftende mitotischen Zellen mit einer Pasteurpipette und Überführung der Zellsuspension in das gleiche Zentrifugenröhrchen

3.  Zentrifugation bei 120 g für 5 Minuten

4. Absaugen des Überstandes und Zugabe von 5 ml einer hypotonen 1%igen Natriumcitratlösung (für 8 Minuten bei 37 °C)

5. Zentrifugation bei 120 g für 5 Minuten und absaugen des Überstandes

6. Tropfenweise Zugabe von 5 ml einer Fixierlösung aus Methanol und Eisessig im Verhältnis 3:1 

7. Wiederholung von 5.

8. Wiederholung von 6.

9. Zentrifugation bei 120 g für 5 Minuten und Absaugen des Überstand in Abhängigkeit der Größe des Zellpellets bis auf etwa 0,5 ml 

10. Suspendieren des Zellpellets mit einer Pasteurpipette 

11. Auftropfen der Zellsuspension auf kalte, feuchte und fettfreie Objektträger 

Vor der Färbung werden die Präparate 24 Stunden lang im Trockenschrank bei 37°C getrocknet.

2.6 Färbung der Präparate

Die differentielle Schwesterchromatidenfärbung (Perry und Wolff 1974, Hill und Wolff 1982) ermöglicht, je nach Zugabezeitpunkt von BrdUrd, sowohl eine Detektion von SCE, als auch eine Unterscheidung zwischen ersten und zweiten Nachbehandlungsmitosen (M1 und M2) bei der Auswertung von CA.

Die FPG-Färbung wird folgendermaßen durchgeführt:

1. Färben der Präparate in einer wässrigen Lösung des Fluoreszensfarbstoffes Hoechst 33258 (Bisbenzimid, 4,5µg/ml) für 20 Minuten 

2. Spülen der Objektträger in destilliertem Wasser 

3. Spülen der Präparate in PBS und Eindeckeln mit PBS-gespülten Objektträgern 

4. Bestrahlung der Präparate mit Schwarzlicht für 20 Minuten auf einer Heizplatte bei 60°C 

5. Entfernen der Objektträger in PBS und Spülen der Präparate mit destilliertem Wasser 

6. Färben der Präparate in einer wässrigen Giemsalösung (5 % Giemsafarblösung, 20 % Phosphatpuffer bei pH 6,8) für 10 Minuten 

7. Spülen der gefärbten Präparate mit destilliertem Wasser und Trocknen an der Luft 

2.7 Auswertung

Die lichtmikroskopische Auswertung der Chromosomenpräparate erfolgte an einem Olympusmikroskop mit Ölimmersionsobjektiv (100x).

Pro Behandlungspunkt wurden 50 vollständig differentiell gefärbte Metaphasen mit 20-22 Chromosomen auf SCE hin ausgewertet. Diese Anzahl reicht für eine statistische Auswertung der Ergebnisse aus (Latt et al., 1981, Hill und Wolff, 1982). Als SCE wird ein Farbwechsel von hell nach dunkel und umgekehrt auf einer Chromatide gewertet. Die SCE aller Chromosomen einer Metaphase wurden als SCE pro Zelle gewertet.

Für die Analyse von CA wurden pro Behandlungspunkt 100 uniform gefärbte erste Nachbehandlungsmitosen (M1) mit 20-22 Chromosomen ausgewertet. Für jede Zelle wurden die gefundenen Aberrationen notiert. Die allgemeinste Einteilung für CA ist die Unterscheidung von Chromosomentypaberrationen (CSA), die beide Schwesterchromatiden an homologen Stellen betreffen, und Chromatidentypaberrationen (CTA), die nur eine der beiden Schwesterchromatiden eines Chromosoms betreffen (Tabelle 1). Ausführliche Erläuterungen zu den einzelnen Aberrationen finden sich bei Savage (1976, 1983) und IPCS (1985).

	Chromosomentypaberrationen

	DIZ
	Dizentrisches Chromosom

	RING 
	Ringchromosom

	MIN
	Double Minute

	B''
	Chromosomenbruch

	Chromatidentypaberrationen

	B'
	Chromatidenbruch

	B''
	Isochromatidenbruch

	RB'
	interchromosomale Chromatidentranslokation 

	RB'B''
	Chromatid/ Isochromatidtranslokation (Triradial)

	RB-Kom
	Metaphase mit komplexen, Chromatidentranslokationen

	IC
	intrachromosomale Chromatidentranslokation

	ID
	Interstitielle Deletion

	DD
	Duplikationsdeletion

	SU
	Schwesterchromatidenvereinigung

	AL
	Achromatische Läsion, Gap

	PULV
	pulverisierte Zelle


Tabelle 1: Überblick über die in der Arbeit ausgewerteten Aberrationstypen.
Achromatische Läsionen (Gaps) stellen Färbelücken in der Chromosomenstruktur dar, die definitionsgemäß nicht mit einem Bruch der DNA-Doppelhelix verbunden sind. Gaps beruhen wahrscheinlich auf einer Störung der Chromatinkondensation. 

Einige der geschädigten Zellen wiesen so starke Fragmentierungen auf, daß keine einzelnen Aberrationen mehr ausgewertet werden konnten. Sie gingen in die Bewertung als pulverisierte Zellen ein. Ein Isochromatidenbruch ist nicht von einem Chromosomenbruch zu unterscheiden.

Die chemischen Analysen wurden am Institut für Umweltanalytik (Leitung: Prof. Dr. A. Hirner) der Universität GHS Essen und am KFZ Jülich (Leitung: PD Dr. H. Emons) durchgeführt. Frau Dipl.-Chem. Daniela Flaßbeck führte die Analyse der PAK mit HPLC (High Pressure Liquid Chromatography, Hochdruckflüssigkeitschromatographie) durch, Frau Dr. Peng Shu und Herr Dipl.-Chem. Markus Dolfen ermittelten die Quecksilberspezies in den Zellen. 

2.8 Ames-Test

Zur Untersuchung der Wasserproben wurde neben dem cytogenetetischen Testsystem an Säugerzellen auch ein bakterieller Mutagenitätstest (Ames-Test) herangezogen, der im Rahmen dieser Arbeit von Prof. Hayatsu aus Okayama, Japan ausgeführt wurde. 

Dieser Test wird mit speziellen Stämmen des Bakteriums Salmonella typhimurium durchgeführt. Diese Bakterien weisen einen Defekt im his- - Gen auf und können auf histidinfreiem Medium nicht wachsen. Nach Mutationsinduktion mit einem Mutagen können Rückmutationen in diesem Gen auftreten, die die Revertanten befähigt, in Histidin-freiem Medium zu wachsen und Kolonien zu bilden. Einige Teststämme sprechen auf Basenpaarsubstitutionen an, andere auf Leserasterverschiebungen (Addition oder Deletion von Basen). Die Empfindlichkeit dieser Stämme wird zusätzlich aufgrund einer defekten Lipopolysachharidhülle, die ein Eindringen der Mutagene erleichtert, und fehlender Exzissionsreparatur, erhöht. Der Zusatz von S9 bezieht die Metabolisierungsfähigkeit des Säugerorganismus mit ein und ermöglicht die Erfassung reaktiver Metabolite.

2.9 Bezugsquellen der Materialien

Chemikalien:

Blue-Rayon/ Blue-Chitin
Funakoshi, Japan

BrdUrd
Serva, Heidelberg

Colcemid
Ciba, Basel

Cyclophosphamid
Fluka, Neu-Ulm

DMSO
Fluka, Neu-Ulm

Fötales Kälberserum
Gibco/BRL, Eggenstein

Giemsa-Farbstofflösung
Merck, Darmstadt

Glucose-6-Phosphat
Fluka, Neu-Ulm

Hoechst 33258
Boehringer, Mannheim

Immersionsöl
Olympus, Hamburg

McCoy`s 5A Medium
Gibco, Eggenstein

NADPH
Fluka, Neu-Ulm

Penicillin
Hoechst, Frankfurt a. M.

Phosphatpuffer
Seromed, Berlin

S9
ICN Biomedicals, Eschwege

Streptomycin
Heyl, Berlin

Trypsin/EDTA
Seromed, Berlin



Alle nicht aufgeführten Laborchemikalien wurden von der Firma Merck (Darmstadt) bezogen 

Geräte:

CO2-Brutschrank
Heraeus, Hanau

Dialysierschlauch
Roth, Essen

Mikroskop
Olympus, Hamburg

Nylonnetz
Stinnes, Essen

Objektträger
Menzel, Braunschweig

Pipetten und Pipettenspitzen 
Eppendorf, Hamburg

Sterile Kunststoffartikel
Greiner, Nürtingen

Sterilwerkbank
Heraeus, Hanau

Zählkammer (nach Neubauer)
Brand, Wertheim

Zentrifuge
Heraeus, Hanau




























