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 I 

Zusammenfassung 

Methoden der Fluoreszenz-Lokalisationsmikroskopie (engl. single-molecule 

localization microscopy, SMLM) ermöglichen es Moleküle zu quantifizieren und deren 

Verteilung zu analysieren. Im Rahmen dieser Arbeit wurden verschiedene 

Membranmoleküle auf unterschiedlichen eukaryotischen Zellen, aber auch auf 

Prokaryoten mit dSTORM (engl. direct stochastic optical reconstruction microscopy) 

oder PALM (engl.: photoactivated localization microscopy) aufgenommen und 

quantifiziert. Bevor jedoch diese hochauflösende fluoreszenzbasierte Technik für 

biologische Fragestellungen angewendet werden konnten, mussten zunächst potentielle 

Artefakt-auslösende Quellen identifiziert und Strategien gefunden werden, um diese zu 

eliminieren.  

Eine mögliche Artefakt-Quelle ist eine zu niedrige Photonenzahl, die von Fluorophoren 

emittiert wird. Werden zu wenige Photonen detektiert, kann die Lokalisation eines 

Fluorophors weniger präzise bestimmt werden. Dies kann zu einer falschen Abbildung 

von Strukturen führen oder zu falschen Rückschlüssen über die Verteilung von 

Molekülen. Eine Möglichkeit die Anzahl der emittierten Photonen zu erhöhen, ist 

chemische Additive als Triplettlöscher einzusetzen. Sie bewirken, dass die Fluorophore 

wieder in den Grundzustand relaxieren und somit wieder angeregt werden können. Es 

wurden verschiedene Additive, die in der Literatur als Triplettlöscher beschrieben sind, 

getestet. Dazu wurden zunächst ihre Auswirkungen auf den Triplettzustand 

verschiedener Fluorophore (Alexa Fluor (Al) 488, 532 und 647 und Atto655) mit Hilfe 

von Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) untersucht. Cyclooctatetraen (COT) 

bewirkte dabei eine Abnahme der Triplettausbeute von Al488, Al532 und Al647 um 

~ 40-60%, bei Atto655 veränderte sie sich nicht. Obwohl die Ergebnisse der FCS-

Messungen darauf hindeuten, dass COT in einer erhöhten Anzahl an emittierten 

Photonen resultiert, konnte dies bei dSTORM-Messungen nicht bestätigt werden. Hier 

hatte COT nur einen größeren positiven Effekt auf das Fluorophor Al647 (Zunahme um 

~ 60%). Eine Erklärung für diese Widersprüchlichkeit zu den Ergebnissen aus den FCS-

Messungen, könnte das Vorhandensein des Schaltpuffers bei dSTORM-Messungen 

sein. Dieser bewirkt den Übergang der Fluorophore in den Aus-Zustand bzw. entzieht 

dem Puffer Sauerstoff.  

Bei der Zugabe von 5 mM Kaliumiodid (KI) nahm die Triplettamplitude bei FCS-

Messungen nur bei Al488 ab (um ~ 80%). Eine geringe Steigerung (um ~ 10%) der 



 

 

II 

Intensität von Al488 mit KI konnte bei dSTORM-Messungen mit niedrigen 

Konzentrationen (~ 0,5 mM) erzielt werden. Bei einer Konzentration von 5 mM sank 

die Intensität jedoch wieder um 40%. 

Deuteriumoxid (D2O) soll, anders als die Triplettlöscher, eine Verbesserung der 

Photonenausbeute dadurch bewirken, dass strahlungslose Relaxationsprozesse 

minimiert werden. Mit dSTORM-Messungen konnte gezeigt werden, dass Atto655 und 

Al647 in D2O zwar pro An-Zustand mehr Photonen emittieren als in Schaltpuffer ohne 

D2O, da die Fluorophore hier jedoch schneller bleichen, letztendlich die gleiche Anzahl 

an Photonen detektiert werden.  

Um die Anzahl an emittierten Photonen zu erhöhen, eignet sich also nur COT bei 

dSTORM-Messungen mit AL647 und KI in sehr geringen Konzentrationen bei Al488. 

D2O kann eingesetzt werden, wenn eine Probe schnell vermessen werden muss, wie 

zum Beispiel bei Lebendzellmessungen.  

Nicht nur eine zu niedrige Photonenzahl, auch eine zu geringe Photoschaltrate kann 

Artefakte bei dSTORM-Messungen erzeugen. Dies wurde anhand von verschiedenen 

biologischen Strukturen, die mit unterschiedlichen Anregungsintensitäten aufgenommen 

wurden, deutlich gemacht. Besonders die Aufnahmen von Plasmamembranen sind 

anfällig für die Generierung von Artefakten. Sie weisen viele inhomogene und lokal 

dichte Regionen auf. Wenn nun mehr als ein Emitter pro µm² gleichzeitig an ist, erzeugt 

das Auswertungsprogramm große artifizielle Cluster. Die hier durchgeführten 

Messungen machen deutlich, wie wichtig es ist, dSTORM-Bilder immer auf mögliche 

Artefakte hin zu untersuchen, besonders wenn Moleküle quantifiziert werden sollen. 

Dafür müssen die unbearbeiteten Rohdaten sorgfältig gesichtet werden und notfalls die 

Messungen mit einer höheren Laserleistung wiederholt werden. Da dSTORM 

mittlerweile immer mehr zur Quantifizierung eingesetzt wird und Clusteranalysen 

durchgeführt werden, wäre es sinnvoll bei Veröffentlichungen die Rohdaten von 

entscheidenden Aufnahmen der Öffentlichkeit zur Verfügung zu stellen. 

Die Färbemethode ist ein weiterer Punkt, durch den Artefakte bei der Abbildung von 

Molekülen mittels SMLM entstehen können. Häufig werden Antikörper zum Markieren 

verwendet. Dabei sollte darauf geachtet werden, dass möglichst kleine Antikörper oder 

Antikörperfragmente verwendet werden, besonders wenn Clusteranalysen durchgeführt 

werden sollen. Anderenfalls leidet die Auflösung darunter, bzw. erhöht sich die Gefahr 

der Kreuzvernetzung von Molekülen.  
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Im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit, wurden Plasmamembran-Ceramide untersucht. 

Ceramide gehören zu den Sphingolipiden und regulieren diverse zelluläre Prozesse. 

Verschiedene Stimuli bewirken eine Aktivierung von Sphingomyelinasen (SMasen), die 

Ceramide in der Plasmamembran synthetisieren. Steigt die Konzentration von 

Ceramiden in der Plasmamembran an, kondensieren diese zu Ceramid-reichen 

Plattformen (CRPs). Bisher ist noch wenig über die Verteilung der Ceramide und die 

Größe der CRPs bekannt. Sie wurden hier über IgG-Antikörper in der Plasmamembran 

von Jurkat-, U2OS-, HBME- und primären T-Zellen angefärbt und erstmals mit 

dSTORM hochaufgelöst, um sie dann zu quantifizieren. Unabhängig von der Zelllinie 

befanden sich 50% aller Ceramidmoleküle in ~ 75 nm großen CRPs. Im Mittel 

bestanden die CRPs aus ~ 20 Ceramiden. Mit Hilfe einer Titrationsreihe konnte 

ausgeschlossen werden, dass diese Cluster nur durch die Antikörper-Färbung artifiziell 

erzeugt wurden. Bei Inkubation der Zellen mit Bacillus cereus Sphingomyelinase 

(bSMase) stieg die Gesamtkonzentration der Ceramide in der Plasmamembran an, 

ebenso wie die Ceramidanzahl innerhalb der CRPs, außerdem die Anzahl und Größe der 

CRPs. Dies könnte zu einer Veränderung der Löslichkeit von Membrankomponenten 

führen, was wiederum eine Akkumulation bestimmter Rezeptoren oder eine 

Kompartimentierung bestimmter Proteine erleichtern könnte. Die Anhäufung der 

Ceramide in den CRPs könnte ebenfalls die lokale Interaktion mit anderen 

Membranmolekülen erleichtern und dadurch möglicherweise die Reaktivität von 

Rezeptoren verändern.  

Mittels Azid-modifizierten Ceramidanaloga und kupferfreier Click-Chemie wurden 

Plasmamembran-Ceramide auch in lebenden Jurkat-Zellen mit Hilfe konfokaler Laser-

Raster-Mikroskopie (CLSM, engl. confocal laser scanning microscopy) und 

Strukturierter Beleuchtungsmikroskopie (SIM, engl. structured illumination 

microscopy) untersucht. Dabei konnte gezeigt werden, dass die Fettsäure-Kettenlänge 

und die Position des Azids bei den Ceramidanaloga eine entscheidende Rolle spielt, wie 

hoch das detektierte Signal in der Plasmamembran letztendlich ist. Die Versuche 

machen auch deutlich, dass die klickbaren Ceramidanaloga lebendzellkompatibel sind, 

sodass sie eine hervorragende Möglichkeit darstellen, zelluläre Reaktionen zu 

verfolgen. 

Es wurden hier nicht nur Ceramide in eukaryotischen Zellen analysiert, sondern auch in 

Bakterien. Neisseria meningitidis (N. meningitidis) sind gramnegative Bakterien, die im 

Menschen eine Sepsis oder eine Meningitis auslösen können. Es wurde mittels 
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immunhistochemischen Färbungen mit dem anti-Ceramid IgG-Antikörper, aber auch 

mit den klickbaren Ceramidanaloga, ein Signal in der Membran erhalten, was mit 

dSTORM hochaufgelöst wurde. In anderen Bakterien wurden ebenfalls schon 

Sphingolipide nachgewiesen. Studien zu Ceramiden in N. meningitidis wurden bisher 

jedoch noch nicht veröffentlicht. Im Rahmen dieser Arbeit konnten erstmals Ergebnisse 

erhalten werden, die darauf hinweisen, dass N. meningitidis ebenfalls Ceramide besitzen 

könnten. 

 

In einem dritten Projekt wurde die Interaktion zwischen NK-Zellen und Aspergillus 

fumigatus untersucht. Der Schimmelpilz kann eine Invasive Aspergillose in 

immunsupprimierten Menschen auslösen, was zum Tod führen kann. Verschiedene 

Studien konnten schon zeigen, dass NK-Zellen eine wichtige Rolle bei der Bekämpfung 

des Pilzes spielen. Der genaue Mechanismus ist jedoch noch unbekannt. Im Rahmen 

dieser Arbeit konnte nachgewiesen werden, dass der NK-Zell-Marker CD56 

entscheidend für die Pilzerkennung ist. Mit immunhistochemischen Färbungen und 

LSM-, aber auch dSTORM-Messungen, konnte gezeigt werden, dass die normalerweise 

homogen verteilten CD56-Rezeptoren auf der Plasmamembran von NK-Zellen aktiv an 

die Interaktionsstelle zu A. fumigatus transportiert werden. Mit der Zeit akkumulieren 

hier immer mehr CD56-Proteine, während das Signal in der restlichen Membran immer 

weiter abnimmt. Es konnte erstmals CD56 als wichtiger Erkennungsrezeptor für A. 

fumigatus identifiziert werden. 

 

In dem letzten bearbeiteten Projekt, wurde die Bindung von Anti-N-Methyl-D-Aspartat 

(NMDA)-Rezeptor Enzephalitis Autoantikörper an Neuronen untersucht. Bei einer 

Anti-NMDA-Rezeptor Enzephalitis bilden die Patienten Autoantikörper gegen die NR1-

Untereinheit ihrer eigenen postsynaptischen NMDA-Rezeptoren. Da die Krankheit oft 

sehr spät erkannt wird und die Behandlungsmöglichkeiten noch sehr eingeschränkt sind, 

führt sie noch oft zum Tod. Sie wurde erst vor wenigen Jahren beschrieben, sodass der 

genaue Mechanismus noch unbekannt ist. Im Rahmen dieser Arbeit, konnten erste 

Färbungen mit aufgereinigten Antikörper aus Anti-NMDA-Rezeptor Enzephalitis 

Patienten an NMDA-Rezeptor-transfizierte HEK-Zellen und hippocampalen Maus-

Neuronen durchgeführt und mit dSTORM hochaufgelöst werden. Mit den Messungen 

der HEK-Zellen konnte bestätigt werden, dass die Autoantikörper an die NR1-

Untereinheit der Rezeptoren binden. Es konnten erstmals auch die Bindung der 
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Antikörper an Neuronen hochaufgelöst werden. Dabei wurde sichtbar, dass die 

Antikörper zum einen dicht gepackt in den Synapsen vorliegen, aber auch dünner 

verteilt in den extrasynaptischen Regionen. Basierend auf der Ripley’s H-Funktion 

konnten in den Synapsen große Cluster von ~ 90  nm Durchmesser und im Mittel ~ 500 

Lokalisationen und extrasynaptisch kleinere Cluster mit einem durchschnittlichen 

Durchmesser von ~ 70 nm und ~ 100 Lokalisationen ausgemacht werden. Diese ersten 

Ergebnisse legen den Grundstein für weitere Messungen, mit denen der Mechanismus 

der Krankheit untersucht werden kann.  
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Summary 

With single molecule localization microscopy (SMLM) quantification of molecules and 

the analysis of their distribution becomes possible. In this work various plasma 

membrane molecules of different eukaryotic and prokaryotic cells were imaged with 

dSTORM (direct stochastic optical reconstruction microscopy) or PALM 

(photoactivated localization microscopy) and quantified. To use these super-resolution 

fluorescence microscopy techniques and answer elaborate biological questions, 

potential sources of artifacts were identified and strategies to circumvent them 

developed.  

A possible source of artifacts is an insufficient number of photons emitted by 

fluorophores. If less photons are detected, determining the localization of one 

fluorophore is less precise. This can cause a wrong reconstruction of structures or might 

lead to false conclusions about the distribution of molecules. One possibility to increase 

the number of photons is to use chemical additives which quench the triplet state of 

fluorophores. They ensure that the fluorophores relax into the ground state allowing 

them to become excited again. Different additives, described in literature as triplet 

quenchers, were tested. The effects of these additives on the triplet state of different 

fluorophores (Alexa Fluor (Al) 488, 532 und 647 und Atto655) were analyzed with 

fluorescence correlation spectroscopy (FCS). Cyclooctatetraene (COT) resulted in a 

decrease of triplet state yield of Al488, Al532 and Al647 by ~ 40-60%, yet the triplet 

state of Atto655 was unaffected. FCS measurements indicated that COT results in an 

increased number of emitted photons, but dSTORM measurements could not confirm 

this finding. Here, COT only revealed a positive effect on the intensity of Al647 

(increase by ~ 60%). An explanation for this inconsistency with the FCS results might 

be the presence of the switching buffer in dSTORM measurements. The buffer is 

designed to cause a transition of the fluorophores to and stabilize the off-state by 

removing oxygen from the sample, counteracting the effect of COT.  

On addition of 5 mM potassium iodide (KI) only Al488 fluorophores showed a 

decreased triplet state rate (~ 80%) in FCS measurements. This finding was confirmed 

by dSTORM measurements with low concentrations (~ 0.5 mM) of KI which resulted in 

a slight intensity increase (~ 10%) of Al488. Higher KI concentration (5 mM) on the 

other hand showed a reversed effect, resulting in a drop in intensity by ~ 40%.  

Deuterium oxide (D2O) isn’t a triplet quencher but should minimize non-radiative 

processes. DSTORM measurements with Atto665 and Al647 revealed, that D2O does 
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not affect the total number of emitted photons per fluorophore. Instead, D2O increased 

the amount of emitted photons per time. 

In a nutshell, these results show that dSTORM measurements with Al647 can be 

improved using COT, and measurements with Al488 by using very low concentrations 

of KI. If needed, D2O can speed up dSTORM acquisition time considerably, e.g. for life 

cell measurements. 

In addition to an insufficient number of collected photons, inappropriate photoswitching 

rates can induce artifacts in dSTORM measurements as well. This was shown using 

various biological reference structures. Especially the imaging of plasma membranes is 

prone to generate artifacts. Plasma membranes exhibit a lot of intrinsically three-

dimensional structures with high local emitter densities. In these regions of higher 

fluorophore densities the likelihood of two close fluorophores emitting at the same time 

is increased. This in turn can result in large artificial clusters due to misinterpretation by 

the reconstruction software. Taken together, the performed experiments show how 

important it is to prove dSTORM images and minimize possibility image artifacts. 

Thus, raw data movies need to be examined carefully and, if necessary, measurements 

must be repeated with adapted imaging conditions. Since dSTORM is increasingly used 

for quantification and cluster analysis it is recommended to publish raw data in the 

Supporting information of the manuscript. 

Another source of artifacts when imaging molecules with SMLM is the staining 

procedure. Usually antibodies are used to label biological structures for dSTORM. In 

the interest of resolution, small antibodies or just fragments of antibodies should be 

used, especially if cluster analysis is performed. Otherwise reduced resolution or an 

increase in cross-linking of molecules might occur.  

 

In the second part of this study plasma membrane ceramides were investigated. 

Sphingolipid ceramides regulate various cellular processes. Different stimuli initiate 

activation of sphingomyelinases (SMase) which synthesize ceramides at the plasma 

membrane. A rise in ceramide concentration leads to a condensation of them in 

ceramide-rich platforms (CRPs). So far, only little is known about the distribution and 

the size of CRPs. Here, plasma membrane ceramides of Jurkat-, U2OS-, HBME- and 

primary T-cells were stained with an IgG-antibody, imaged using dSTORM and their 

distribution quantitatively analyzed. Independent of the analyzed cell line, ~ 50% of all 

ceramides detected in the plasma membrane formed CRPs with a size of ~ 75 nm. On 
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average one CRP consisted of ~ 20 ceramide molecules. Using a titration series the 

possibility of artificial cluster generation due to antibody staining was ruled out. 

Treatment of cells with Bacillus cereus sphingomyelinase (bSMase) increased the 

overall ceramide concentration in the plasma membrane, the number of ceramides in the 

CRPs as well as the quantity and the size of CRPs. This might result in a higher 

solubility of membrane components in CRPs which in turn could facilitate accumulation 

or compartmentation of certain proteins. Accumulation of ceramides in the CRPs could 

also enable local interaction with other molecules and possibly change the reactivity of 

some receptors. 

To investigate plasma membrane ceramides in living cells azido-modified ceramides 

and copper-free click chemistry were used for labeling. Imaging was performed using 

confocal laser-scanning microscopy (LSM) and structured illumination microscopy. It 

was shown that the length of fatty acid chains and the position of the azido group of 

ceramide analogues play a decisive role in the magnitude of the detected signal in the 

plasma membrane. These results demonstrate that azido-functionalized ceramides are 

live-cell compatible, making them an excellent tool to follow cellular reactions.  

In this study, ceramides were not only analyzed in eukaryotic cells but in bacteria as 

well. Neisseria meningitidis (N. meningitidis) are gram-negative bacteria triggering 

sepsis or meningitis in humans. Using both immunolabeling with anti-ceramide IgG-

antibodies and azido-modified ceramides, ceramides were detected for the first time in 

the membrane of N. meningitidis by dSTORM. Although sphingolipids were reported to 

exist in various bacterial membranes, studies about ceramides in N. meningitidis have 

not yet been published. The results obtained here suggest the presence of ceramides in 

N. meningitidis. 

The third part of this thesis addresses the interaction between NK cells and Aspergillus 

fumigatus. The mold can cause invasive aspergillosis in immunocompromised patients 

which can lead to death. Various studies have already shown that NK cells play a 

crucial role in the clearance of the fungal infection. Still, the exact mechanism remains 

unknown. As part of this work the NK cell marker CD56 was identified as a decisive 

receptor in recognition of the mold. Using LSM and dSTORM measurements in 

combination with immunocytochemical staining an active transport of the usually 

homogenous distributed CD56 receptors to the interaction site of NK cells and fungus 

was detected. Over time CD56 proteins accumulate at these interaction sites while the 

signal in the rest of the membrane continuously decreases. For the first time this study 
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was able to identify CD56 as an important recognition receptor for A. fumigatus.  

In the last project binding of anti-N-Methyl-D-aspartate (NMDA) receptor encephalitis 

autoantibodies were investigated in neurons. Patients with this form of encephalitis 

generate autoantibodies against the NR1 subunit of their own postsynaptic NMDA 

receptors. Since NMDA receptor encephalitis is often diagnosed too late and treatment 

options are limited the disease often proves to be fatal. Anti-NMDA receptor 

encephalitis was described quite recently, explaining why the exact mechanism remains 

still unknown. For this study purified antibodies from anti-NMDA receptor encephalitis 

patients were used to stain NMDA receptor transfected HEK cells and hippocampal 

mouse neurons. These samples were subsequently imaged with dSTORM and analyzed. 

Measurements on HEK cells confirmed that the autoantibodies bind to the NR1 subunit. 

Using dSTORM, the binding sites of these antibodies at the neurons were imaged for 

the first time with super-resolution microscopy. The receptors are densely localized in 

synapses and more equally distributed at lower density in extrasynaptic regions. Based 

on Ripley’s H function synaptic clusters with a diameter of ~ 90 nm and ~ 500 

localizations were determined while the extrasynaptic smaller clusters have a median 

diameter of ~ 70 nm and ~ 100 localizations per cluster. These first results form the 

basis for further investigations on the mechanism of anti-NMDA receptor encephalitis.  
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 1.1 Plasmamembran 

 1 

1 Einleitung 

1.1 Plasmamembran 

Die Plasmamembran dient der Abgrenzung des Zellinneren von der umgebenden 

Umwelt, mit jedoch der Möglichkeit des selektiven Austausches bestimmter Moleküle. 

Ihre Grundstruktur setzt sich aus einer Phospholipid-Doppelschicht zusammen, in der 

sich verschiedene integrale und periphere Proteine befinden [Purves et al., 2006]. 

Während lipophile Moleküle die 6-10 nm dicke Plasmamembran einfach passieren 

können, werden hydrophile Moleküle über Kanäle, Transporter oder Pumpen 

transportiert. Die Membranproteine erfüllen neben dieser Transportfunktion noch 

weitere Aufgaben, wie zum Beispiel Zelladhäsion, Zell-Zell-Kontakt oder Kontakt zu 

dem Zytoskelett. Außerdem spielen sie eine wichtige Rolle bei der Erkennungsreaktion 

des Immunsystems und ermöglichen als Rezeptoren Signaltransduktionen [Nicolson, 

2015]. Die Plasmamembran enthält auch Kohlenhydrate, die an Proteine und Lipide 

kovalent gebunden sind und in den extrazellulären Raum hineinreichen. Die Proteine 

bzw. Lipide mit einer Kohlenstoffverbindung werden Glykoproteine bzw. Glykolipide 

genannt. Sie dienen als Erkennungssignal für andere Zellen oder Moleküle [Ohtsubo & 

Marth, 2006]. 

Das erste Plasmamembran-Modell wurde 1972 von Singer und Nicolson veröffentlicht 

[Singer & Nicolson, 1972]. Dieses sogenannte Flüssig-Mosaik-Modell besagt, dass sich 

in der flüssigen Lipiddoppelschicht die Proteine und Lipide frei bewegen und zufällig 

verteilt sind. Neuere Studien weisen jedoch eher auf eine Heterogenität in der 

Membranstruktur und eine eingeschränkte Protein- bzw. Lipiddiffusion hin. Nach dem 

Picket-Fence-Modell werden Proteine und Lipide in kleine Diffusionsräume 

eingesperrt. Diese Areale sind durch das Aktinskelett eingegrenzt (fence), wobei 

Transmembranproteine das Zytoskelett in der Membran verankern (picket) [Kusumi & 

Suzuki, 2005]. Es wird außerdem vermutet, dass sich Lipide, besonders Sphingolipide 

und Cholesterol, in dynamischen, kurzlebigen Mikrodomänen anordnen [Vereb et al., 

2003]. Bestimmte Membranproteine sollen sich ebenfalls in diesen anreichern. Dadurch 

kommen die Proteine zusammen, die eine hohe Affinität zu diesen Lipiden haben, 

andere Proteine werden ausgeschlossen. Somit könnten Protein-Protein-Interaktionen 

reguliert werden, was entscheidend für die Signaltransduktionen ist [Brown, 2006]. 

Diese Domänen auf der Plasmamembran werden oft auch “lipid rafts“ genannt [Simons 

& Ikonen, 1997]. Ihnen wird eine wichtige Rolle in verschiedensten biologischen 
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Prozessen, wie Signaltransduktion, Zelladhäsion, Zellmigration, synaptischer 

Transmission, Exo-und Endozytose und Apoptose nachgesagt. Ebenso sollen Bakterien, 

Viren und Toxine sie als Eintrittspforte nutzen [Munro, 2003; Brown, 2006].  

Die Existenz, die Größe bzw. die Zusammensetzung der lipid rafts wird in der Literatur 

kontrovers diskutiert [Anderson & Jacobson, 2002; Edidin, 2001; Heerklotz, 2002]. Am 

häufigsten wurden lipid rafts mit Hilfe des Detergenz Triton bei niedrigen 

Temperaturen isoliert und ihre Lipid- und Protein-Zusammensetzung untersucht 

[Schroeder et al., 1998; London & Brown, 2000]. Es gibt jedoch Hinweise darauf, dass 

durch diese Methode lipid rafts künstlich erzeugt bzw. vergrößert werden [Munro, 

2003]. Eine weitere Möglichkeit der Erforschung von lipid rafts stellen mikroskopische 

Techniken dar. Dabei muss jedoch beachtet werden, dass die Auflösung hoch genug 

sein muss, um auch Domänen von wenigen Nanometern detektieren zu können. 

Methoden der hochauflösenden Fluoreszenzmikroskopie liefern hierfür eine 

hervorragende Möglichkeit dies umzusetzen. Mittlerweile wurden schon viele Studien 

veröffentlicht, in denen verschiedenste Plasmamembranmoleküle auf unterschiedliche 

Weisen fluoreszenzmarkiert und hochaufgelöst wurden, um dann u.a. eine Aussage über 

deren Verteilung zu machen [Sengupta et al., 2011; Malkusch et al., 2013; Letschert et 

al., 2014; Fricke et al., 2014; Saka et al., 2014; Magenau et al., 2015].  

Im Rahmen dieser Arbeit wurden verschiedene Membranlipide, aber auch 

Membranproteine, mit unterschiedlichen Färbemethoden markiert und entweder mit 

konfokaler Mikroskopie detektiert oder mit dSTORM (engl.: direct stochastic optical 

reconstruction microscopy) bzw. photoaktivierte Lokalisationsmikroskopie (PALM) 

hochaufgelöst. Die daraus erhaltenen Ergebnisse wurden verwendet, um mehr über die 

Verteilung, Interaktionen oder Funktionen der Membranmoleküle herauszufinden.  

1.2 Ceramide 

Ceramide sind eine Untergruppe der Sphingolipide, die in eukaryotischen Zellen 

vorkommen, aber auch schon in Bakterien der Gattung Sphingobacterium nachgewiesen 

wurden [Yano et al., 1983]. Ceramide setzen sich aus einem Sphingosin und einer 

Fettsäure zusammen, die über eine Amidbindung kovalent verbunden sind. Ihre 

Kopfgruppe besteht nur aus einem Wasserstoffatom, sodass sie auch als einfachste 

Gruppe der Sphingolipide bezeichnet werden. Die Fettsäure der Ceramide kann 

unterschiedlich lang sein und aus 14 bis 32 Kohlenstoffatome bestehen [Deigner et al., 

2007], wobei die meisten Ceramide Fettsäuren mit 16-24 C-Atomen aufweisen 

[Stancevic & Kolesnick, 2010]. Sie sind stark hydrophob und somit nicht in wässrigem 
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Medium löslich. Es gibt mehrere Wege der Ceramid-Biosynthese. Zum einen können 

sie im Endoplasmatischem Retikulum de novo synthetisiert werden. Der erste Schritt 

hierbei ist die Kondensation von Serin und Palmitoyl-CoA durch die Serin-

Palmitoyltransferase [Morad & Cabot, 2013]. Das Produkt daraus, nämlich 3-

Ketosphinganin, wird dann durch die 3-Ketosphinganinreduktase zu Sphinganin 

reduziert. An dieses wird eine Fettsäure geknüpft, wodurch Dihydroceramid entsteht. 

Anschließend wird durch eine Dihydroceramid-Desaturase eine Doppelbindung 

eingeführt, sodass schlussendlich ein Ceramid gebildet wird. Die zweite Möglichkeit ist 

die Hydrolyse von Sphingomyelin (SM), das in der Plasmamembran zu Ceramid und 

Phosphocholin durch Sphingomylinasen (SMasen) gespalten wird. Es sind mittlerweile 

fünf verschiedene SMasen identifiziert, die je nach pH-Optimum entweder zu den 

neutralen, alkalischen oder sauren SMasen eingeordnet werden. Neutrale SMasen 

befinden sich an der Innenseite der Plasmamembran und hydrolysieren dort SM. 

Alkalische SMasen wurden bisher nur an der Oberfläche von Mikrovillimembranen im 

Darmtrakt, im Darmlumen und der Galle nachgewiesen [Duan et al., 2003]. Die sauren 

SMasen sind in der Innenseite von Lysosomen lokalisiert und werden erst durch 

verschiedene Stimuli an die äußere Seite der Plasmamembran transportiert [Kornhuber 

et al., 2014].  

Ceramide stellen jedoch auch den Ausgangspunkt für die Synthese komplexerer 

Sphingolipide dar, wie zum Beispiel Glykosphingolipide oder SM [Kolter et al., 2002]. 

Sie können auch durch Ceramidasen wieder zu Sphingosin gespalten werden, woraus 

dann zum Beispiel Sphingosin-1-Phosphat synthetisiert werden kann, das eine wichtige 

Rolle unter anderem in der Zellmigration und dem Überleben der Zellen spielt [Hannun 

& Obeid, 2008]. 

Ceramide sind wichtige Signalmoleküle, deren Beteiligung schon in einer Vielzahl von 

zellulären Prozessen nachgewiesen werden konnte, wie z.B. Differenzierung, 

Proliferation, Stoffwechselaktivität, aber auch Wachstumsstillstand, Apoptose und 

Entzündungen [Bieberich, 2011; Hannun & Obeid, 2002; Gulbins & Li, 2006; Simons 

& Ikonen, 1997; Babiychuk et al., 2008; Stancevic & Kolesnick, 2010; van Blitterswijk 

et al., 2003; Bollinger et al., 2005; Grassme et al., 2002; Beyersdorf & Muller, 2015; 

Apostolidis et al., 2016; Holopainen et al., 1998]. Des Weiteren können sie die 

Entwicklung und Vernetzung von Neuronen inhibieren, wodurch eine Depression 

entstehen kann [Kornhuber et al., 2014]. 
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Es wurde mittlerweile eine Reihe von Stimuli gefunden, die zur Aktivierung der 

SMasen führen. Dazu zählen die Aktivierung von CD95 [Grassme et al., 2003a], CD40 

[Grassme et al., 2002] oder FcγRII [Abdel Shakor et al., 2004], Infektionen mit 

verschiedenen Pathogenen [Grassme et al., 2003b], Chemotherapeutika oder anderer 

zellulärer Stress [Charruyer et al., 2005]. Steigt die Konzentration an Ceramiden in der 

Plasmamembran an, kondensieren diese zu Ceramid-reichen Plattformen (CRPs) 

[Stancevic & Kolesnick, 2010], die die Akkumulation diverser Rezeptoren und die 

Vesikelformation und -fusion erleichtern. Verschiedene Pathogene, wie Neisseria 

gonorrhoeae oder Pseudomonas aeruginosa, nutzen diese Plattformen auch für ihre 

Internalisierung in die Wirtszelle oder lösen eine Bildung dieser aus, um Apoptose zu 

induzieren [Esen et al., 2001; Grassmé et al., 1997; Hauck et al., 2000; Grassme et al., 

2003b; Grassme et al., 2005; Avota et al., 2011; Simonis et al., 2014; Faulstich et al., 

2015]. 

Durch die Komplexität des Metabolismus und die vielfältigen Funktionen von 

Ceramiden, ist noch vieles ungeklärt. Es ist zum Beispiel wenig über die molekulare 

Organisation der Ceramide in der Plasmamembran bekannt. Dies beruht hauptsächlich 

darauf, dass die meisten Studien mit Standard-Fluoreszenzmikroskopischen Techniken 

durchgeführt wurden. Mit diesen ist es nicht möglich Nanodomänen mit einer Größe 

unter 200 nm aufzulösen bzw. Aussagen über die Anzahl von einzelnen Molekülen zu 

treffen. Im Rahmen dieser Arbeit wurden Ceramide auf der Plasmamembran 

verschiedener Zellen erstmals mit hochauflösender Fluoreszenzmikroskopie abgebildet, 

um sie dann zu quantifizieren und einer Clusteranalyse zu unterziehen. Es wurde 

außerdem der Frage nachgegangen, inwiefern sich die Anzahl der Ceramide bzw. deren 

Verteilung bei SMase-Inkubation verändert. Im Zuge dessen wurden verschiedene 

Kontrollen durchgeführt, mit denen die Echtheit der Cluster überprüft werden sollte. 

Des Weiteren wurden Zellen mit Azid-modifizierten Ceramidanaloga gefüttert und 

mittels Click-Chemie gefärbt. Dabei wurde die Einbaueffizienz von Ceramidanaloga 

mit unterschiedlich langen Fettsäuren bzw. Positionen des Azids analysiert.  

1.3 Neisseria meningitidis 

Neisseria meningitidis (N. meningitidis) sind ~ 1 µm große gramnegative Diplokokken, 

die ausschließlich humanpathogen sind [Gabutti et al., 2015]. Sie besiedeln den 

Nasenrachenraum und können durch direkten Kontakt über Atemwegssekrete oder 

Tröpfchenaerosole übertragen werden. Befinden sich die Bakterien im 

Nasenrachenraum beeinträchtigen sie den Menschen nicht [Gabutti et al., 2015]. Unter 
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bestimmten Umständen können sie jedoch in die Blutbahn gelangen, wo sie sich schnell 

vermehren und eine lebensbedrohliche Sepsis auslösen können. Von dort können sie 

dann auch die Blut-Liquor-Schranke durchbrechen, sodass eine Meningitis entstehen 

kann, die zum Teil innerhalb weniger Stunden zum Tod führt [Coureuil et al., 2013]. In 

europäischen Ländern oder den USA treten pro Jahr nur ~ 0,5-5 Fälle pro 100 000 

Menschen auf. In afrikanischen Ländern südlich der Sahara wurden in den letzten 

Jahren ~ 1000 Erkrankungen pro 100 000 Menschen und pro Jahr gezählt [Harrison et 

al., 2009]. Laut WHO sterben 5 – 10 % der Patienten. Welche bakteriellen Faktoren 

genau für die Vermehrung, das Überleben oder für die Adaption in die Blutbahn bzw. 

das Passieren der Blut-Liquor-Schranke der N. meningitidis entscheidend sind, ist noch 

nicht vollständig aufgeklärt. Ein Grund dafür ist, dass die Bakterien ausschließlich im 

Menschen vorkommen und sie somit nicht im Tiermodell erforscht werden können 

[Coureuil et al., 2013]. Die meisten Erkenntnisse wurden daher entweder an 

verstorbenen Patienten oder in vitro an zum Beispiel mikrovaskulären Endothelzellen 

von menschlichen Gehirnen (HBME-Zellen) erlangt [Pron et al., 1997; Unkmeir et al., 

2002]. Dabei wurde unter anderem ein Membranprotein charakterisiert, welches für die 

Internalisierung in die humanen Zellen und das Überleben in der Blutbahn bzw. in der 

Hirnflüssigkeit entscheidend ist. Zum einen spielen Typ IV Pili bei der Adhäsion von N. 

meningitidis an Endothelzellen eine wichtige Rolle [Scheuerpflug et al., 1999]. Mit 

ihnen binden sie an CD147 auf den Zellen [Bernard et al., 2014]. Ein weiterer Rezeptor 

auf den Endothelzellen stellt der β2-Adrenozeptor dar, ein G-Protein-gekoppelter 

Rezeptor, der das Passieren der Bakterien durch die Blut-Liquor-Schranke erleichtert 

[Coureuil et al., 2014]. Ebenso sind die Proteine Opa und Opc auf der äußeren 

Membran der Bakterien entscheidend für die Adhäsion und Invasion [Unkmeir et al., 

2002]. N. meningitidis, die sich im Nasenrachenraum befinden, sind ungekapselt, 

während die meisten Bakterien, die sich im Blut oder Liquor befinden mit einer 

Polysaccharid-Kapsel umhüllt sind [Nassif, 1999]. Studien haben gezeigt, dass die 

Kapsel entscheidend ist, damit die Bakterien intrazellulär überleben und nicht vom 

Immunsystem des Wirts erkannt und phagozytiert werden [Nikulin et al., 2006]. Für die 

Internalisierung scheinen die Bakterien CRPs auf Endothelzellen zu nutzen [Simonis et 

al., 2014]. Sie induzieren dafür zunächst eine Aktivierung der sauren SMase, sodass 

Ceramide an der Kontaktstelle zu den Bakterien angereichert werden. Dies bewirkt 

wiederum eine Rekrutierung des Tyrosin-Kinase Rezeptor ErbB2 [Simonis et al., 2014], 

der wichtig für eine Reorganisation des Aktinskeletts ist, was schlussendlich 
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entscheidend für die Bakterienaufnahme ist [Hoffmann et al., 2001; Lambotin et al., 

2005]. 

In Kooperation mit dem Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie der Universität 

Würzburg, sollte die Verteilung der Ceramide auf der Plasmamembran von N. 

meningitidis infizierten HBME-Zellen hochaufgelöst werden. Im Zuge dessen wurden 

auf der Oberfläche der Bakterien ebenfalls Ceramide detektiert. Dies wurde mit 

Antikörperfärbungen und mittels Click-Chemie näher analysiert.  

1.4 Aspergillus fumigatus 

Unter den rund 200 Arten der Schimmelpilzgattung Aspergillus, ist Aspergillus 

fumigatus (A. fumigatus) der wichtigste humanpathogene Pilz [Dagenais & Keller, 

2009]. Er kann sich entweder sexuell oder asexuell vermehren [O'Gorman et al., 2009]. 

Bei der asexuellen Fortpflanzung sondert er 2-3,5 µm große Konidien in die Luft ab, 

von denen jeder Mensch täglich mehrere einatmet. Durch ihre geringe Größe, können 

sie bis in die Lungenalveolen vordringen [Ben-Ami et al., 2010]. Für Menschen mit 

intaktem Immunsystem ist es kein Problem die Sporen mit Zellen des angeborenen 

Immunsystems abzuwehren. Makrophagen sind dabei die ersten Immunzellen, die die 

Konidien phagozytieren. Aber auch Neutrophile und dendritische Zellen (DCs) werden 

an den Ort der Infektion rekrutiert, wo sie die Konidien zerstören. Konidien, die dieser 

Abwehr entgehen, können auskeimen. Im Gegensatz zu den Makrophagen, können 

Neutrophile und DCs diese so entstandenen Hyphen ebenfalls noch zerstören [Ben-Ami 

et al., 2010]. Aktivierte DCs aktivieren naive T-Zellen, sodass auch das adaptive 

Immunsystem eine wichtige Rolle bei einer A. fumigatus Infektion spielt [Morton et al., 

2014]. 

Je nach Schwächung des Immunsystems, kann A. fumigatus verschiedene 

Krankheitsbilder bei Menschen auslösen. Bei Patienten mit beeinträchtigter 

Lungenfunktion, wie zum Beispiel Asthma, kann bei Kontakt mit A. fumigatus eine 

allergische bronchopulmonale Aspergillose entstehen, die u. a. Schmerzen im Brustkorb 

als Symptom mit sich zieht. Ein weiteres Krankheitsbild ist die nicht-invasive 

Aspergillose, die insbesondere Tuberkulose Patienten betrifft. Hier kolonisiert der Pilz 

zwar die Schleimhäute, infiltriert jedoch nicht das umliegende Gewebe. [Lamoth, 2016] 

Die schlimmste Form der Aspergillose ist die invasive Aspergillose (IA). Sie tritt bei 

hoch immungeschwächten Menschen auf, wie zum Beispiel Krebs- oder 

Transplantationspatienten. Da das Immunsystem hier die Konidien nicht bekämpfen 

kann, dringt der Pilz mit seinen Keimschläuchen in das Gewebe ein und kann in den 
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Blutstrom gelangen. Dies kann zu intravaskulären Thrombosen oder Nekrotisierung des 

umliegenden Gewebes führen. Die Sterblichkeitsrate dieser infizierten Patienten liegt je 

nach Infektionsort und Behandlung bei 40-90% [Dagenais & Keller, 2009].  

Erst in den letzten Jahren wurde herausgefunden, dass auch natürliche Killerzellen (NK-

Zellen) eine entscheidende Rolle bei der Abwehr von A. fumigatus spielt. Die Studie 

von Stuheler et al. bewies, dass die NK-Zellzahl stark mit dem Krankheitsverlauf der IA 

nach einer Stammzelltransplantation korreliert [Stuehler et al., 2015]. Eine verspätete 

NK-Zellrekonstitution und eine geringere NK-Zellzahl waren mit einem schlechteren 

Krankheitsverlauf assoziiert, wohingegen Patienten mit einer hohen NK-Zellzahl einen 

kontrollierten Krankheitsverlauf aufwiesen. NK-Zellen gehören zum angeborenen 

Immunsystem. Ihre Aufgabe ist es infizierte oder entartete Zellen zu lysieren, aber auch 

das adaptive Immunsystem zu modulieren [Schuster et al., 2016]. Zwei Studien konnten 

zeigen, dass NK-Zellen durch Interaktion mit A. fumigatus aktiviert werden [Schmidt et 

al., 2011; Bouzani et al., 2011]. Schmidt et al. konnten nachweisen, dass aktivierte 

Zellen zytotoxische Granzyme und Perforine ausschütten und damit A. fumigatus 

Hyphen zerstören. Bouzarni et al. fanden dagegen heraus, dass durch direkten Kontakt 

mit A. fumigatus-Keimlinge NK-Zellen Interferon γ ausschütten und dies zu einer 

Schädigung des Pilzes führt. Wie genau die NK-Zellen den Pilz erkennen, wurde bisher 

noch nicht herausgefunden. 

In einer Kooperation u.a. mit dem Lehrstuhl Innere Medizin II der Universität 

Würzburg wurde der Frage nachgegangen, welche Moleküle der NK-Zellen bei der 

Erkennung von A. fumigatus eine wichtige Rolle spielen. Es wurde konfokale 

Fluoreszenzmikroskopie, aber auch dSTORM genutzt, um die Proteine zu detektieren 

und ihre Verteilung zu analysieren. 

1.5 Anti-NMDAR-Encephalitis 

N-Methyl-D-Aspartat Rezeptoren (NMDARs) sind ionotrope Glutamatrezeptoren, die 

eine wichtige Rolle bei der synaptischen Plastizität spielen und somit unerlässlich für 

Lernprozesse oder das Gedächtnis sind [Hardingham & Bading, 2010]. Eine 

Unterfunktion der NMDARs wird in Verbindung mit neuropsychiatrischen 

Erkrankungen, wie zum Beispiel Schizophrenie, gebracht [Coyle, 2006]. NMDARs sind 

Heterotetramere, die aus je zwei Kopien einer NR1- und einer NR2-Untereinheit 

zusammengesetzt sind [Karakas & Furukawa, 2014]. Die Rezeptoren bestehen aus einer 

aminoterminalen Domäne, die die Öffnung und Deaktivierung der Ionenkanäle 

kontrolliert, aus einer Liganden-bindenden Domäne, die mit Agonisten und 
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Antagonisten interagiert und somit verantwortlich für die Kanalöffnung ist, aus einer 

Transmembrandomäne, die den Ionenkanal bildet und außerdem aus einer 

intrazellulären carboxyterminalen Region, die mit Proteinen in der Postsynapse 

interagiert [Karakas & Furukawa, 2014]. Für die Aktivierung der Kanäle ist eine 

gleichzeitige Bindung von Glycin bzw. D-Serin an die NR1-Untereinheit und von L-

Glutamat an die NR2-Untereinheit notwendig. Es gibt postsynaptische und 

extrasynaptische NMDARs, wobei die Funktion der extrasynaptischen Rezeptoren noch 

nicht vollständig geklärt ist. Störungen im Gleichgewicht zwischen synaptischen und 

extrasynaptischen Rezeptoren scheinen jedoch mit neuronalen Dysfunktionen, wie zum 

Beispiel Ischämie oder der Huntington-Krankheit verbunden zu sein [Hardingham & 

Bading, 2010].  

2007 wurde von Dalmau et al. eine neuroimmunvermittelte Krankheit beschrieben, die 

als Anti-NMDAR Enzephalitis bezeichnet wurde [Dalmau et al., 2007]. Bei ihr bilden 

Patienten Autoantikörper gegen die N-terminale extrazelluläre Domäne der NR1-

Untereinheit ihrer eigenen NMDARs [Gleichman et al., 2012]. Mittlerweile sind ~ 1000 

Anti-NMDAR Enzephalitis Fälle beschrieben, sodass mehr über die Entstehung und den 

Ablauf der Krankheit bekannt ist, wobei auch noch viele offene Fragen vorhanden sind 

[Fischer et al., 2016]. Sie wurde schon in Menschen jeden Alters (8 Monate bis 84 

Jahren) nachgewiesen [Peery et al., 2012]. Oft geht die Krankheit aus einer Infektion, 

einem Tumor oder einer Kombination aus beiden hervor. ~ 60% der Patienten haben 

einen Tumor, Frauen meist ein Eierstock-Teratom, Männer ein Hodenkeimzelltumor 

[Fischer et al., 2016]. Anti-NMDAR Enzephalitis kann meist in drei Krankheitsphasen 

unterteilt werden [Peery et al., 2012; Fischer et al., 2016]. Die erste Phase ist die 

sogenannte Vorphase mit einem unspezifischen Krankheitsbild, das Fieber Diarrhoe, 

Kopfschmerzen, Übelkeit, Erbrechen und Konzentrationsstörungen beinhalten kann. 

Auf Grund dieser Symptome wird sie oft fälschlicherweise als Influenza diagnostiziert. 

In der zweiten Phase zeigen die Patienten psychiatrische und neurologische Symptome, 

wie Gedächtnisverlust, Orientierungslosigkeit, Krampfanfälle und Psychosen. In dieser 

Phase werden manche Patienten zu einem Psychiater überwiesen, wo sie 

Psychopharmaka verschrieben bekommen. Die dritte Phase geht mit autonomen 

Dysfunktionen, wie Hyperventilation, abnormalen unwillkürlichen Bewegungen, 

Hypotonie und Herzrhythmusstörungen einher. Diagnostiziert werden kann die 

Krankheit, indem NMDAR-Autoantikörper im Serum, besser jedoch in der Gehirn-

Rückenmark-Flüssigkeit nachgewiesen wird. Anti-NMDAR Enzephalitis wird dann u.a. 
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mit Immunsuppressiva, Plasmaaustausch und wenn vorhanden mit dem Entfernen des 

Tumors behandelt. Bei richtiger und frühzeitiger Behandlung genesen 75% der 

Patienten wieder vollständig. Wird sie nicht oder zu spät behandelt liegt die Sterberate 

bei 100%. Einen Rückfall erleben 20-25% der Patienten. [Peery et al., 2012]  

Wie und warum die Autoantikörper gebildet werden, bleibt größtenteils noch ungewiss. 

Es konnte jedoch nachgewiesen werden, dass bei Bindung der Autoantikörper an die 

NR1-Untereinheit, die Funktion des NMDAR-Kanals gestört ist [Gleichman et al., 

2012]. Es gibt Hinweise darauf, dass die Autoantikörper die Dichte der NMDA-

Rezeptoren reversibel reduziert, hauptsächlich durch eine erhöhte 

Rezeptorinternalisierung [Moscato et al., 2014]. Mikasovo et al. haben 2012 eine Studie 

veröffentlicht, in der sie herausgefunden haben, dass NMDAR-Autoantikörper die 

Interaktion zwischen Ephrin-B2 Rezeptoren (EphB2R) und NMDAR in der 

postsynaptischen Membran schwächen [Mikasova et al., 2012]. EphB2R gehören zu 

den Rezeptortyrosinkinasen, die durch Ephrin-B2 aktiviert werden. Sie modulieren die 

Langzeit-Potenzierung, wahrscheinlich durch die Interaktion mit NMDARs [Planaguma 

et al., 2016]. Wird die Interaktion zwischen EphB2R und NMDAR durch die 

Autoantikörper geschwächt, werden die NMDARs in den extrasynaptischen Bereich 

transloziert und dort internalisiert [Mikasova et al., 2012]. Planaguma et al. haben nun 

Mäuse mit Gehirn-Rückenmarks-Flüssigkeit von Anti-NMDAR Enzephalitis Patienten 

infundiert, wodurch die Dichte der NMDARs abnahm und die Mäuse die typischen 

Anti-NMDAR Enzephalitis Symptome aufzeigten. Sie konnten gleichzeitig auch eine 

Abnahme der Dichte der EphB2Rs beobachten. Wurden nun diese Mäuse mit Ephrin-

B2 behandelt, konnte die Abnahme der EphB2Rs und der NMDARs verhindert werden, 

genauso wie die pathogenen Effekte der Autoantikörper [Planaguma et al., 2016]. Die 

Erkenntnis, dass Ephrin-B2 die NMDARs stabilisiert und den Ausbruch der Anti-

NMDAR Enzephalitis verhindern kann, könnte eine mögliche neue 

Behandlungsstrategie der Krankheit darstellen. 

Trotz der mittlerweile umfangreichen Studien über Anti-NMDAR Enzephalitis bleiben 

noch viele Fragen offen. Zum Beispiel wie genau die Autoantikörper die Lokalisation 

der NMDA-Rezeptoren in der Postsynapse beeinflussen und sie die Veränderungen in 

der Rezeptorexpression und -internalisierung induzieren und dies zu einer Störung der 

synaptischen Plastizität führt. Eine Methode, mehr über die Lokalisation und Anzahl der 

NMDARs und die Veränderung der Rezeptoren bei Anti-NMDAR Enzephalitis 

herauszufinden, könnte die fluoreszenzbasierte Lokalisationsmikroskopie darstellen. Im 
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Rahmen dieser Arbeit wurden in einer Kooperation mit dem Hans-Berger Lehrstuhl für 

Neurologie der Universitätsklinik Jena erste Messungen mit Autoantikörpern aus Anti-

NMDAR Enzephalitis-Patienten an HEK-Zellen und Neuronen mit Hilfe von dSTORM 

durchgeführt.  
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2 Theoretische Grundlagen 

Um biologische Strukturen, Molekülinteraktionen und -verteilungen zu untersuchen, 

haben sich die Fluoreszenzspektroskopie und –mikroskopie als wirksame Methoden 

erwiesen und etabliert. All diese Techniken haben gemeinsam, dass Fluorophore als 

hoch sensitive Marker der Zielstruktur verwendet werden (Kapitel 2.2.1). In diesem 

Kapitel werden zunächst die theoretischen Grundlagen der Fluoreszenz beschrieben 

(Kapitel 2.1) und einige spektroskopische und mikroskopische Verfahren vorgestellt, 

die sich die Fluoreszenz zu Nutze machen (Kapitel 2.2.3-2.3.1). Hierbei wird besonders 

auf die Einzelmolekül- Lokalisationsmikroskopie eingegangen (Kapitel 2.3.1-2.3.3) und 

wie die daraus gewonnenen Daten analysiert werden können (Kapitel 2.3.4). 

2.1 Grundlagen der Fluoreszenz 

2.1.1 Absorption und Emission von Licht 

Moleküle nehmen, ebenso wie Atome, nur diskrete Energiezustände an. Im Gegensatz 

zu Atomen sind jedoch bei Molekülen nicht nur verschiedene Elektronenzustände 

vorhanden, es wird auch zwischen Rotations- und Schwingungszuständen 

unterschieden, die durch Rotation um einzelne Bindungen oder des gesamten Moleküls, 

bzw. Schwingung seiner Einzelatome entstehen. Die Energiedifferenzen der jeweiligen 

Zustände unterscheiden sich zwischen den drei Typen sehr stark. Höhere 

Rotationszustände können schon bei Raumtemperatur besetzt werden, da hierfür nur 

10 -3 eV benötigt werden. Um in einen angeregten Schwingungszustand zu gelangen, 

sind dagegen 0,1-0,4 eV nötig, sodass dies nur bei höheren Temperaturen stattfindet. 

Die elektronischen Zustände sind energetisch so weit auseinander (1-5 eV), dass auch 

bei hoher Temperatur kein höheres Niveau erreicht wird. Möglich ist dies nur, wenn das 

Molekül mit elektromagnetischer Strahlung angeregt wird. Die Energie dieser Photonen 

ergibt sich nach Max Planck aus der Gleichung: 

  

c
hvhE **  ,    (1) 

wobei h für das Plancksche Wirkumsquantum, ν für die Frequenz, c für die 

Lichtgeschwindigkeit und λ für die Wellenlänge steht.  

Wird diese Energie an Chromophore abgegeben, gelangen deren Valenzelektronen, die 

sich im Grundzustand mit einer stabilen Konfiguration befinden, im 
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Femtosekundenbereich in ein höheres, angeregtes Energieniveau. Für den Übergang 

eines Elektrons aus dem Grundzustand S0 in den ersten angeregten Singulettzustand S1 

muss nach Bohr die Mindestenergie der Energiedifferenz 

                                                          01 SS EEE                                                       (2) 

der beiden Energiezustände vorhanden sein. [Atkins & Paula, 2008] 

Bei der Anregung von Molekülen mit Licht muss beachtet werden, dass die Energie 

nicht nur für die Anhebung der Elektronen in einen elektronisch höheren Zustand 

verwendet wird, sondern auch in ein höheres Vibrationsniveau. Dies verdeutlicht das 

Franck-Condon Prinzip [Franck, 1926; Condon, 1926], das in Abbildung 1 dargestellt 

ist. Es basiert darauf, dass Elektronen eine geringere Masse als Atomkerne besitzen. 

Dies hat zur Folge, dass in der Zeit, in der ein Elektron in einen elektronisch angeregten 

Zustand gelangt, sich die Kernposition nicht verändert. Die elektronischen Übergänge 

finden demnach vertikal statt, sodass sich das Molekül in einem anderen 

Schwingungsniveau befindet als vor der Anregung. Elektronen in den angeregten 

Singulettzuständen besitzen eine instabile Konfiguration, sodass die Chromophore ihre 

überschüssige Energie wieder abgeben, um in den stabilen Grundzustand 

zurückzukehren. Die Relaxation kann auf unterschiedlichen Wegen erfolgen, wie im 

Jablonski-Diagramm schematisch dargestellt ist (Abbildung 2). Dabei werden radiative 

und nicht-radiative Relaxationen unterschieden.  

Wie im vorherigen Abschnitt beschrieben, befindet sich ein angeregtes Elektron meist 

in einem höheren Vibrationszustand. Zunächst gelangen die Elektronen aus dem 

Singulettzustand Sn mit n > 1 in einen höheren Vibrationszustand von S1. Von dort 

gelangen sie über Abgabe von Energie durch Kollision mit anderen Molekülen, in den 

untersten Schwingungszustand des S1-Zustands. Diese vibronische Relaxation ist 

strahlungslos und findet in einem Bereich von 10-10 – 10-12 s statt. Aus diesem Zustand 

sind nun mehrere Wege der Relaxation möglich. Zum einen kann ein Elektron weiterhin 

seine Energie strahlungslos abgeben und in den elektronischen Grundzustand 

übergehen. Zum anderen kann eine radiative Relaxation, also eine Rückkehr der 

Elektronen in den Grundzustand durch Emission von Licht, die Lumineszenz genannt 

wird, stattfinden. Findet der Übergang dabei direkt aus dem untersten Vibrationszustand 

von S1 in den Grundzustand S0 statt, wird das dabei emittierte Licht Fluoreszenz 

genannt. Ein Elektron kann jedoch auch strahlungslos von S1 in den ersten 

Triplettzustand T1 übergehen. Ob ein Molekül in den Triplettzustand übergeht, ist meist 
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nicht vorhersagbar und hängt von dem verwendeten Fluorophor ab. Dieser als 

Intersystem Crossing bezeichnete Vorgang erfordert eine Spinumkehr und ist somit 

verboten. Von dort aus kann das Elektron entweder wieder strahlungslos oder aber unter 

Emission eines Phosphoreszenzphotons in den Singulett-Grundzustand relaxieren. Da 

letzteres abermals eine Spinumkehr des Elektrons im angeregten Orbital bedarf und 

somit ebenfalls einen verbotenen Vorgang darstellt, ist die Phosphoreszenz ein relativ 

unwahrscheinlicher Prozess. Dementsprechend ist auch die Aufenthaltsdauer des 

Elektrons im T1-Zustand länger. Die Lebenszeit kann hier bis zu 100 s betragen, 

während ein Elektron in einem angeregten Singulettzustand nur 10-7 – 10-9 s verweilt. 

Auf Grund der langen Lebenszeit der Moleküle im Triplettzustand, ist dieser oft in 

Photozerstörungsprozessen involviert [Liphardt et al., 1982] (Kapitel 2.1.3). 

 

 

Abbildung 1: Franck-Condon-Prinzip. Die elektronischen Zustände (S) teilen sich weiter in verschiedene 

Vibrationszustände (v) auf. Bei einem elektronischen Übergang verändert sich die Lage des Kerns nicht, 

sodass sich das Molekül nach der Anregung in einem höheren Schwingungszustand befindet. Bevor das 

Elektron wieder in den Grundzustand S0 zurückkehrt, relaxiert es in das unterste Schwingungsniveau des 

S1-Zustands, wodurch es anschließend in ein höheres Schwingungsniveau des Grundzustands gelangt.  
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Abbildung 2: Ein Jablonski-Diagramm veranschaulicht auf einfache Weise die verschiedenen 

Möglichkeiten der Anregung eines Moleküls, sowie die verschiedenen Wege der Relaxation in den 

Grundzustand. S0 steht für den Grundzustand, S1/n für die Singulettzustände und T1/n für die 

Triplettzustände.  

 

 

Abbildung 3: Absorptions- und Emissionsspektrum von Cy5 in PBS. Das Maximum des emittierten 

Fluoreszenzlicht ist im Vergleich zum Maximum des absorbierten Lichts um 15 nm zu längeren 

Wellenlängen hin verschoben. Diese Verschiebung entsteht dadurch, dass ein Teil der absobierte Energie 

auch durch nicht-radiative Prozesse abgegeben wird. Sie wird nach ihrem Entdecker Sir G.G. Stokes, 

Stokes Shift genannt. 

Das Jablonski-Diagramm zeigt nicht nur die verschiedenen Wege der Anregung und 

Relaxation eines Moleküls auf, sondern auch, dass das ausgesendete Licht eines 

Fluorophors in den meisten Fällen langwelliger ist als die Anregungswellenlänge. 

Dieses Phänomen lässt sich dadurch erklären, dass ein Teil der Energie – wie 

vorausgegangen beschrieben – über nicht-radiative Prozesse abgegeben wird. Dies führt 

dazu, dass das Emissionspektrum eines Farbstoffes zum Absorptionsspektrum im 

Maximum rot-verschoben ist (Abbildung 3), was 1852 von Sir G.G. Stokes [Stokes, 
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1852] zuerst beobachtet wurden und nach ihm Stokes Shift benannt wurde. [Lakowicz, 

2006; Sauer et al., 2011] 

2.1.2 Fluoreszenzquantenausbeute und –lebensdauer 

Verschiedene Fluorophore besitzen nicht nur unterschiedliche Absorptions- und 

Emissionswellenlänge, sie unterscheiden sich auch in ihrer Fluoreszenzquantenausbeute 

und -lebensdauer. Diese zwei Größen sind von besonderer Bedeutung bei der Auswahl 

eines Fluorophors für ihre Verwendung in der Fluoreszenzspektroskopie und – 

mikroskopie.  

Dabei kann die Fluoreszenzquantenausbeute als Verhältnis von emittierten Photonen 

zu absorbierten Photonen beschrieben werden und ist somit ein Maß für die 

Fluoreszenzeffizienz eines Moleküls. Wird die Phosphoreszenz vernachlässigt, bedeutet 

dies: je mehr strahlungslose Vorgänge stattfinden, wie interne Konversion und 

Interkombination bzw. Löschprozesse, desto weniger Energie geben die Moleküle in 

Form von Fluoreszenzphotonen wieder ab. Die Quantenausbeute ergibt sich demnach 

aus der Gleichung: 

 

                                                   (3)
 

 

Dabei ist kr die Rate der Fluoreszenzemission und knr die der nicht-radiativen Prozesse 

[Lakowicz, 2006]. Würden keine strahlungslosen Vorgänge stattfinden, würde demnach 

die Quantenausbeute 1 betragen. Bei einer rein nicht-radiativen Relaxation 0.  

Das zweite wichtige Auswahlkriterium eines Fluorophores, die 

Fluorophorlebensdauer τf, gibt an, wie lang sich ein Molekül durchschnittlich im 

ersten angeregten Singulettzustand befindet, bevor es wieder durch Aussendung eines 

Fluoreszenzphotons in den Grundzustand zurückkehrt. Auch hier müssen wieder die 

strahlungslosen Möglichkeiten der Relaxation beachtet werden, die mit den radiativen 

Wegen konkurrieren. Demnach folgt die Gleichung: 

 

(4)
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Das Abklingverhalten der Fluoreszenzintensität zeigt einen exponentiellen Abfall und 

gibt die Zeit wieder, in der sie 1/e ihrer ursprünglichen Intensität I0 erlangt hat. Folgt die 

Fluoreszenzlebensdauer einem monoexponentiellen Verlauf, kann sie wie folgt 

dargestellt werden: 

                                                               

 (5) 

 

I(t) ist hierbei die Fluoreszenzintensität zum Zeitpunkt t. Gleichung 5 muss noch um 

weitere Exponentialterme erweitert werden, wenn die Probe aus unterschiedlichen 

Fluorophoren besteht, bzw. mehrere Interaktionsmöglichkeiten zwischen den 

Molekülen vorhanden sind. [Sauer et al., 2011; Lakowicz, 2006] 

2.1.3 Triplettlöschung 

Der Triplettzustand spielt eine wichtige Rolle in der Photophysik. Ein Farbstoff besitzt 

nicht nur ein spezifisches S0-Sn Absorptionsspektrum, sondern auch ein T1-Tn 

Absorptionsspektrum [Labhart & Heinzelmann, 1973]. Dieses erstreckt sich über einen 

sehr großen Wellenlängenbereich und überlappt somit auch mit dem 

Fluoreszenzspektrum des Fluorophors [Liphardt et al., 1982]. Dadurch nimmt die 

Quantenausbeute des Fluorophors ab. Oft ist der Triplettzustand auch in 

Photozerstörungsprozesse involviert [Labhart & Heinzelmann, 1973]. Darunter werden 

photochemische Prozesse verstanden, die Moleküle in einen irreversiblen nicht-

fluoreszierenden Zustand reduzieren. Da Moleküle in einem höher angeregten Zustand 

reaktiver sind als in ihrem Grundzustand, ist der Triplettzustand oft Ausgangspunkt für 

Photozerstörung. Moleküle, die photozerstört wurden, können nicht mehr angeregt 

werden und somit auch keine Photonen emittieren. Besonders für die 

Einzelmoleküldetektion ist es jedoch sehr entscheidend, dass möglichst viele Photonen 

von einem Molekül gesammelt werden, da dadurch eine höhere Präzision erzielt werden 

kann (Kapitel 2.3.2). Um eine hohe Quantenausbeute und Photostabilität zu 

gewährleisten, wurden verschiedene chemische Strategien zur Entvölkerung des 

Triplettzustands entwickelt, wodurch die Triplettlebenszeit stark verkürzt wird. Zwei 

häufig verwendete Triplettlöscher sind Cyclooctatetraen [Pappalardo, 1970] und 

molekularer Sauerstoff [Evans, 1957; Snavely & Schäfer, 1969]. Die meisten Additive, 

die als Triplettlöscher eingesetzt werden, weisen einen energetisch niedrigen 

Triplettzustand auf. Dadurch fungieren sie als Akzeptor in einem Triplet-Triplet 

)exp()( 0

f

t
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
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Energietransfermechanismus, sodass das Molekül wieder in den Grundzustand 

überführt wird. Da sich Akzeptor und Donor dabei sehr nahe sein müssen (< 1 nm), sind 

sehr hohe Konzentrationen (meist im mM-Bereich) an Triplettlöscher notwendig. Dies 

bringt gleich mehrere Probleme mit sich. Zum einen muss beachtet werden, dass die 

Additive selbst auch das Absorptions- bzw. Emissionslicht absorbieren und damit 

schwächen können [Liphardt et al., 1982]. Zum anderem sind einige Additive in so 

hohen Konzentrationen nicht lösbar oder wirken in diesen Konzentrationen toxisch bzw. 

verändern zum Beispiel Membraneigenschaften, wodurch sie nicht bei 

Lebendzellmessungen eingesetzt werden können [Alejo et al., 2013]. Um die hohen 

Konzentrationen zu umgehen, wurden auch Triplettlöscher direkt an die Fluorophore 

gekoppelt [Zheng et al., 2012; Zheng et al., 2016; Liphardt et al., 1982].  

 

2.2 Klassische Fluoreszenzmikroskopie und -spektroskopie 

2.2.1 Fluorophore und Strategien der Fluoreszenzmarkierung 

Um zelluläre Strukturen mittels Fluoreszenzmikroskopie zu untersuchen, müssen diese 

zunächst mit Fluorophoren markiert werden. Fluorophore sind Moleküle mit 

delokalisierten π-Elektronen, die als konjugierte Doppelbindungen oder aromatische 

Ringe vorliegen. Es wird zwischen intrinsischen und extrinsischen Fluorophoren 

unterschieden, wobei intrinsische Fluorophore natürlich vorkommende Biomoleküle 

sind, wie zum Beispiel aromatische Aminosäuren (Tryptophan, Tyrosin oder 

Phenylalanin) [Teale & Weber, 1957]. Auch die Coenzyme Nicotinamid Adenin 

Dinukleotid (NADH) und Flavin Adenin Dinukleotid (FAD) gehören je nach 

Oxidationszustand zu dieser Gruppe und emittieren bei 450 nm bzw. 515 nm [Chance et 

al., 1979; Warburg & Christian, 1932]. Intrinsische Fluorophore sind meistens die 

Quelle von störender Autofluoreszenz, können aber anderseits bei zum Beispiel 

Molekül-Aufreinigungen oder Konzentrationsbestimmungen sehr hilfreich sein. 

Extrinsische Fluorophore kommen dagegen nicht natürlich vor, sodass die zu 

untersuchenden Moleküle aktiv mit einem solchen Fluorophor markiert werden müssen. 

Es gibt mittlerweile eine große Anzahl von fluoreszierenden Proteinen und organischen 

Fluorophoren, die unterschiedliche Quantenausbeuten, Lebenszeiten oder Absorptions- 

bzw. Emissionswellenlängen besitzen. Dabei ist das Absorptionsmaximum von der 

Länge des konjugierten Elektronensystem abhängig; je länge dieses ist, desto mehr ist 

das Maximum zu längeren Wellenlängen hin verschoben. Ein sehr spezifischer Weg um 
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Proteine mit Fluoreszenz zu markieren, sind fluoreszierende Proteine (FPs) (Kapitel 

3.1.2). Dabei wird das zu untersuchende Zielprotein auf genetischer Ebene mit einem 

FP modifiziert, sodass dieses auch in lebenden Zellen mit einem Fluoreszenzmikroskop 

beobachtet und zum Beispiel auch deren Dynamiken verfolgt werden kann [Lippincott-

Schwartz & Patterson, 2003]. Das wohl bekannteste FP ist das grün fluoreszierende 

Protein (GFP) [Bokman & Ward, 1981], das aus der Qualle Aequorea Victoria 

extrahiert wurde. Es gibt inzwischen eine ganze Reihe von photoaktivierbaren,  -

konvertierbaren und reversibel photoschaltbaren Fluorophoren, die je nach Anforderung 

verwendet werden können. Der Nachteil von fluoreszierenden Proteinen ist deren relativ 

niedrige Quantenausbeute und geringe Photostabilität. Da organische Fluorophore diese 

Nachteile nicht besitzen, wurden chemische Tags entwickelt, wie zum Beispiel SNAP- 

oder CLIP-Tags [Keppler et al., 2002; Gautier et al., 2008]. Hier werden die 

vorteilhaften photophysikalischen Eigenschaften der organischen Fluorophore und die 

Möglichkeit der spezifischen und stöchiometrischen Markierung von fluoreszierenden 

Proteinen verbunden. 

Die wichtigsten organischen Fluorophore gehören zu den Cyaninen, Rhodaminen oder 

Oxazinen (Abbildung 4).  

 

Abbildung 4: Molekulare Strukturen von Vertretern der Cyanine (Cy5), der Rhodamine (Alexa 488) und 

der Oxazine (Atto 655). 

Organische Fluorophore werden nicht nur für chemische Tags verwendet, sondern 

können auch zum Beispiel über einen NHS-Ester an eine Amino-Gruppe eines 

Antikörpers gebunden werden (Kapitel 3.1.3). Bei der Antikörperfärbung wird 

zwischen direkter und indirekter Immunfluoreszenzmarkierung unterschieden. Bei der 

direkten Methode wird ein Fluorophor direkt an den Antikörper, der das Zielmolekül 

erkennt, gebunden. Bei der indirekten Methode werden zwei Antikörper verwendet. 

Zunächst inkubiert man die Zielstruktur mit einem Antikörper, der spezifisch an ein 

Zielepitop bindet. Erst danach gibt man einen Farbstoff-markierten Antikörper dazu, der 

den ersten Antikörper erkennt. Beide Methoden haben Vor- und Nachteile. Bei der 
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indirekten Methode kann der Fluoreszenz-markierte Antikörper für viele verschiedene 

primäre Antikörper verwendet werden, wodurch Kosten gespart werden können. 

Außerdem können mehrere sekundäre Antikörper an einen primären Antikörper binden, 

was zu einer Signalverstärkung führt. Probleme können jedoch durch Kreuzreaktionen 

auftreten, besonders wenn mehrere Moleküle in derselben Probe markiert werden 

sollen. Ein weiterer Nachteil, der insbesondere bei hochauflösender 

Fluoreszenzmikroskopie eine Rolle spielt, ist die Größe der Antikörper. IgG-Antikörper 

haben eine Größe von ~ 10 nm [Weber et al., 1978], was somit zu einem maximalen 

Abstand von Zielmolekül und Farbstoff von ~ 20 nm führt und somit zu einer 

verminderten Auflösung. Diese Probleme können mit der direkten Antikörperfärbung 

umgangen werden. Auch können statt ganzen Antikörpern nur Fragmente von diesen 

verwendet werden. Eine Möglichkeit stellen Nanobodies dar. Sie werden zum Beispiel 

aus Camelidae gewonnen und bestehen aus nur zwei schweren Ketten, wodurch sie sehr 

klein sind (~ 2 nm) [Rothbauer et al., 2006]. Eine weitere Markierungsstrategie, die 

durch ihre Effizienz, Spezifizität und Bioorthogonalität (= interferiert nicht mit 

biologischen Prozessen) [Sletten & Bertozzi, 2009] immer populärer wird, ist die 

sogenannte “Click-Chemie“ (Kapitel 3.1.9). Hierbei wird Eins-zu-eins und direkt, also 

ohne einen großen Linker dazwischen, das Zielmolekül markiert. Sie wurde auf 

Grundlage der 1,3-dipolaren Cycloaddition [Huisgen, 1963] zur “Kupfer-katalysierten 

Cycloaddition“ [Rostovtsev et al., 2002; Tornøe et al., 2002] und zur “Kupfer-freien-

Click-Chemie“ [Agard et al., 2004; Boyce & Bertozzi, 2011] weiterentwickelt und 

mittlerweile schon für eine Vielzahl von Versuchen, auch auf Einzelmolekülebene, 

angewendet [Zessin et al., 2012; Letschert et al., 2014; Löschberger et al., 2014b].  

2.2.2  Die Auflösungsgrenze in der Lichtmikroskopie 

Mit einem Mikroskop können kleine Strukturen vergrößert abgebildet werden, sodass 

Details erkennbar werden. Doch kein Mikroskop kann unendlich kleine Strukturen 

sichtbar machen, denn aufgrund der Beugung von Licht besitzt jedes mikroskopisches 

Verfahren eine sogenannte Auflösungsgrenze. 1873 definierte Ernst Abbe die 

Auflösung eines Mikroskops als seine Fähigkeit zwei sehr eng liegende Linien eines 

Gitters abzubilden [Abbe, 1873]. Je dichter diese Linien liegen und noch unterschieden 

werden können, desto höher ist die Auflösung des Mikroskops. Abbe erkannte, dass die 

Auflösung d eines Mikroskops von der Wellenlänge des verwendeten Lichts , dem 

Öffnungswinkel des Objektivs  und dem Refraktionsindex n der Probe abhängt: 
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



sin2n
d                                                               (6) 

 

Die beiden letzten Größen können dabei auch als numerische Apertur des Objektivs 

zusammengefasst werden: NA= n sinα.  

Da das Produkt aus sinα und n nicht weit über 1 liegen kann, entspricht die Auflösung 

ungefähr der Hälfte der verwendeten Wellenlänge. Das bedeutet, dass Strukturen, die 

einen kleineren Abstand als ~ 200 nm haben, mit konventioneller Lichtmikroskopie 

nicht mehr als zwei Objekte erkannt werden, da die kleinste verwendbare Wellenlänge 

von sichtbaren Licht ~ 400 nm ist. 1896 wurde die Auflösung von John William Strutt, 

3. Baron Rayleigh aus einem anderen Betrachtungswinkel beschrieben [Rayleigh, 

1896]. Er ging von zwei selbstleuchtenden Punkten, wie zum Beispiel auch 

Fluorophoren, aus. Von beiden Punkten entsteht durch Beugung ein sogenanntes 

Beugungsbild, das 1835 von George Biddell Airy entdeckt wurde [Airy, 1835]. Dieses 

besteht aus einem zentralen Maximum, umgeben mit mehreren Ringen, die abnehmende 

Intensitäten aufweisen. Dieses Intensitätsmuster ist proportional zu einer Bessel 

Funktion erster Gattung und erster Ordnung. Rayleigh schlussfolgerte, dass ein 

leuchtender Punkt von seinem Nachbarn unterschieden werden kann, wenn sein erstes 

Intensitätsmaximum in das erste Intensitätsminimum des anderen fällt. Diese Bedingung 

wird Rayleigh-Kriterium genannt und berechnet mit:  

 

                                                          
NA

d
2

22.1 
                                                              (7) 

 

wobei hier die Wellenlänge des emittierten Lichts des selbstleuchtenden Punktes ist. 

2.2.3 Methoden der Fluoreszenzmikroskopie  

Bei der Fluoreszenzmikroskopie kann grundsätzlich zwischen der Weitfeld- und der 

konfokalen Mikroskopie unterschieden werden. Bei der klassischen 

Weitfeldmikroskopie wird monochromatisches Licht, meist von einem Laser, zunächst 

mit Linsen aufgeweitet und auf die hintere Fokalebene des Objektivs fokussiert. Das 

Licht wird durch das Objektiv parallelisierte, was in einer breiten Ausleuchtung in allen 

Dimensionen der Probe resultiert. Diese Ausleuchtung wird EPI-Ausleuchtung genannt 

(Abbildung 5). Sie führt dazu, dass Fluorophore aus allen Ebenen angeregt und 

detektiert werden, sodass eine hohe Hintergrundfluoreszenz und ein schlechter Kontrast 
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entstehen. Durch Spiegel kann jedoch das Laserlicht auf verschiedene Positionen der 

hinteren Fokalebene des Objektivs gelenkt werden, was zu einer reduzierten 

Ausleuchtung der Ebenen, die hinter der Fokusebene in der Probe liegen, führen kann 

(Abbildung 5). Bei Totalreflektion (TIR) am Glas ist die Ausleuchtung in z-Richtung 

am geringsten. Sie beträgt ≤ 100 nm [Axelrod, 2001] und ist besonders geeignet bei 

zum Beispiel Messungen der Plasmamembran an der Deckglas-zugewandten Seite. 

Sollen Strukturen im Zytoplasma oder die Plasmamembran auf der Medium-

zugewandten Seite einer Zelle abgebildet werden, muss in der sogenannten HILO 

(engl. highly inclined and laminated optical sheet) Ausleuchtung [Tokunaga et al., 

2008] aufgenommen werden. Hierbei dringt ein schräges Lichtbündel in die Probe ein, 

wobei typischerweise eine Dicke von 5-10 µm erreicht wird. Auch diese Art von 

Ausleuchtung bewirkt ein höheres Signal-Rausch-Verhältnis im Vergleich zu 

Messungen im EPI-Modus. 

 

Abbildung 5: Verschiedene Möglichkeiten der Probenbeleuchtung bei einem Weitfeld-Mikroskop. 

Während die EPI-Ausleuchtung zu einer breiten Ausleuchtung der Probe in allen Dimensionen führt, wird 

die Ausleuchtung der Probe im HILO- und TIR-Modus stark reduziert. Ebenen außerhalb der Fokusebene 

werden hierbei weniger stark angeregt, sodass ein besseres Signal- Rausch-Verhältnis erhalten wird.  

Der Nachteil bei der Weitfeldmikroskopie ist, dass immer auch Fluorophore unter oder 

über der Fokalebene angeregt werden, was zu einer Hintergrundfluoreszenz und zu 

einer niedrigen axialen Auflösung führt. Marvin Minsky lieferte 1957 eine Alternative 

zur Weitfeldmikroskopie, die dieses Problem umgeht: die konfokale Mikroskopie 

[Minsky, 1957]. Hier wird nur ein sehr kleines Probenvolumen mit einem stark 

fokussierten Laserstrahl bestrahlt. Die entscheidende Komponente in einem konfokalen 

Mikroskop ist die Lochblende. Sie gewährleistet, dass nur Signal aus der Fokalebene 

detektiert wird (Abbildung 6). Signal aus anderen Ebenen kann die Lochblende nicht 
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passieren und wird nicht detektiert. Soll ein komplettes Bild der Probe erstellt werden, 

kann ein konfokales Laser-Raster-Mikroskop (CLSM) verwendet werden. Dabei wird 

die gesamte Probe in x- und y-Richtung mit einem fokussierten Laserstrahl abgerastert, 

wobei immer nur die Photonen der Fluorophore im Fokus eingesammelt werden. 

Werden dabei noch mehrere z-Ebenen aufgenommen, kann neben einem 2D auch ein 

3D-Bild rekonstruiert werden. Die konfokale Mikroskopie findet mittlerweile eine 

breite Anwendung und wird unter anderem auch für Untersuchungen von Kinetiken 

verwendet. Hierbei sind vor allem die Techniken Fluoreszenzerholung nach 

Photobleichen (FRAP) [Axelrod et al., 1976], alternierende Laseranregung (ALEX) 

[Kapanidis et al., 2005] oder die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) [Magde et 

al., 1972] zu erwähnen. Letztere wird im folgenden Kapitel (Kapitel 2.2.4) genauer 

beschrieben. 

 

                                                                                                                                                                          

Abbildung 6: Beispielhafter Aufbau und Strahlengang eines konfokalen Mikroskops. Ein sehr kleines 

Probenvolumen wird mit einem stark fokussierten Laserstrahl angeregt. Das Fluoreszenzlicht kann den 

Dichroit passieren und wird auf ein Pinhole fokussiert. Dabei geht nur Fluoreszenzlicht aus der 

Fokusebene durch das Pinhole, sodass nur dieses auf den Detektor trifft. Licht aus anderen Ebenen wird 

abgefangen und nicht detektiert.  

2.2.4 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie  

Die Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS) ist eine Methode, mit der man über 

Analyse von zeitabhängigen Fluoreszenzfluktuationen Informationen über molekulare 

Dynamiken erhält (Krichevsky & Bonnet, 2002). Eingeführt wurde die Methode 

erstmals 1972 von Magde et al. anhand von Messungen mit Ethidiumbromid und 

doppelsträngiger DNA, um den Diffusionskoeffizienten und die Bindungskonstante zu 

bestimmen [Magde et al., 1972]. Darauf folgend wurde die Methode in vielen 

Publikationen verwendet, um von verschiedensten Molekülen die Konzentration, 
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Diffusion oder kinetische Konstanten zu bestimmen. Verbessert wurde die Technik, 

indem Detektoren mit Einzelmolekül-Sensitivität, geeigneten Fluorophoren mit hoher 

Quantenausbeute zum Markieren und stabile Laser zur Anregung genutzt wurden. 

Zwanzig Jahre später wurde die FCS-Technik mit der konfokalen Detektion verbunden 

[Rigler et al., 1993]. Dadurch wurde das Detektionsvolumen auf wenige Femtoliter 

verringert und eine erhöhte Sensitivität, eine Abschwächung des Hintergrunds und 

damit auch ein besseres Signal-Rausch-Verhältnis erzielt. Dies wiederum ermöglicht es, 

dass nun mit Hilfe der FCS auch Konformationsänderungen und Interaktion- bzw. 

Translokationsprozesse von biologischen (intrazellulären) Molekülen oder 

photophysikalische Prozesse von Fluorophoren untersucht werden kann. [Schwille & 

Haustein, 2004] 

Fluoreszenzfluktuationen können durch verschiedene Ereignisse hervorgerufen werden. 

Dazu zählen Fluoreszenzlöschung durch photoinduzierten Elektronentransfer, 

Konformationsänderungen von Molekülen, Übergang der Elektronen in den 

Triplettzustand oder Diffusion von fluoreszierenden oder Fluoreszenz-markierten 

Molekülen in bzw. aus dem Detektionsvolumen [Gell et al., 2006]. Die so erhaltenen 

fluktuierenden Fluoreszenzintensitäten werden zunächst mit sich selbst zu 

verschiedenen Zeiten verglichen, wobei die Verzögerung zwischen den einzelnen 

Zeitpunkten variiert wird. Diese sogenannte Autokorrelationsfunktion wird aus der 

Gleichung 

 

                                                                                                                                       (8) 

       

berechnet. Dabei steht  )(tF für die Mittelung des Fluoreszenzsignals über die Zeit, 

während )(tF und )(  tF  die Abweichung des Signals zum Zeitpunkt t und t+τ vom 

Mittelwert beschreibt. [Hess et al., 2002] Wird für die auf der x-Achse aufgetragenen 

Korrelationszeit eine logarithmische Skala gewählt, wird eine sigmoidal verlaufende 

Autokorrelationskurve erhalten. Diese kann gefittet werden, um die benötigte 

Diffusionszeit τd der Moleküle durch das Detektionsvolumen, die Zeit τt, die sich die 

Moleküle im Triplettzustand befinden, aber auch alle anderen molekularen Dynamiken, 

wie z.B. Konformationskinetiken, zu erhalten (Abbildung 7). Folgende Fitfunktion kann 

hierzu verwendet werden: 
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Dabei ist N die Teilchenanzahl, T der Anteil der Moleküle im Triplettzustand, K die 

Gleichgewichtskonstante der Reaktion und τk die Konformationszeit. 

 

Abbildung 7: Typische Kreuzkorrelationsfunktion einer FCS-Messung. Aus der Funktion können 

Diffusion, Triplett und Farbstoffblinken bestimmt werden.  

Die Diffusionszeit ist abhängig von dem Radius des Beobachtungsvolumens und der 

Diffusionskonstante D: 

                                                                                                                                       (10) 

                                                                       

 

 

Gleichzeitig ergibt sich nach der Stokes-Einstein Gleichung die Diffusionskonstante 

aus: 
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wobei kB die Boltzmann-Konstante, T die Temperatur, η die Viskosität des 

Lösungsmittels und Rh den hydrodynamischen Radius angibt. 
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2.3 Fluoreszenzmikroskopie jenseits der Auflösungsgrenze 

Wie in Kapitel 2.2.2 beschrieben, besitzt die Fluoreszenzmikroskopie eine 

Auflösungsgrenze, sodass Strukturen, die weniger als ~ 200 nm voneinander entfernt 

liegen, nicht getrennt abgebildet werden können. Viele biologische Strukturen liegen 

jedoch deutlich näher beieinander und sind nur wenige nm klein, sodass eine 

Untersuchung mit der klassischen Fluoreszenzmikroskopie nicht möglich ist. Mit 

Mikroskopen, die keine Fluoreszenz nutzen, wie zum Beispiel Elektronenmikroskope 

oder Rasterkraftmikroskope, können sehr einfach Oberflächen mit einer Auflösung von 

wenigen Nanometer abgebildet werden. Diese Methoden sind jedoch nicht kompatibel 

mit intrazellulären Lebendmessungen. Das Interesse Mikroskopie-Methoden zu 

entwickeln, welche Fluoreszenz nutzen und die Auflösungsgrenze umgehen, ist 

dementsprechend sehr groß und es sind mittlerweile eine Reihe von Methoden 

vorhanden, die dies ermöglichen. All diese hochauflösenden Fluoreszenzmikroskopie-

Methoden haben entweder eine deterministische oder eine stochastische 

Herangehensweise. 

2.3.1 Methoden der hochauflösenden Fluoreszenzmikroskopie 

Zu den deterministischen Methoden zählt zum Beispiel die strukturierte 

Beleuchtungsmikroskopie (engl. structured illumination microscopy, SIM) 

[Gustafsson, 2000]. Sie basiert auf einem Weitfeldmikroskop, wobei ein Gitter mit 

einem feinen sinusförmigen Streifenmuster in den Anregungsstrahlengang positioniert 

ist und somit in die Fokusebene der zu untersuchenden Probe projiziert wird. Die Probe 

wird dann mehrere Male bestrahlt und aufgenommen, wobei das Gitter rotiert und 

lateral verschoben wird. Durch Überlagerung des strukturierten Lichts mit dem Gitter, 

das von der unbekannten Verteilung der Fluorophore in der Probe generiert wird, 

entsteht ein tieffrequentes Moiré Muster. Aus diesem können nun die hohen Frequenzen 

(feine Strukturen) der Probe mathematisch berechnet werden. Wird diese Methode mit 

einem axial regulierbaren Beleuchtungsmuster kombiniert, kann neben einer 

Verbesserung der lateralen auch eine Verbesserung der axiale Auflösung um den Faktor 

2 erzielt werden [Gustafsson et al., 2008]. Mittlerweile wurde die lineare SIM zur nicht-

linearen Beleuchtungstechnik erweitert. Dazu zählt zum Beispiel die Saturierung des 

angeregten Zustands der Fluorophore [Heintzmann, 2003; Gustafsson, 2005] oder die 

Verwendung von reversibel photoschaltbaren fluoreszierenden Proteinen [Rego et al., 

2012]. Theoretisch kann damit eine unlimitierte Auflösung erreicht werden, in der 

Praxis wurde bisher schon eine Auflösung von 40 nm erzielt [Rego et al., 2012].  
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Eine weitere deterministische Methode, die sich das nicht-lineare Antwortverhalten von 

Fluorophoren zunutze macht, ist STED (engl. stimulated emission depletion). Sie 

wurde 1994 von Stefan Hell publiziert [Hell & Wichmann, 1994], der dafür 2014 den 

Nobelpreis überreicht bekam. STED beruht auf einem konfokalen Mikroskopie-Aufbau. 

Es wird neben dem Anregungslaser noch ein zweiter Laser verwendet, der 

rotverschoben zu dem Ersten ist. Er bewirkt, dass die Fluorophore durch stimulierte 

Emission in den Grundzustand zurückkehren, ohne dabei Photonen des Fluorophor-

spezifischen Emissionsspektrums auszusenden. Der zweite Laser hat im Gegensatz zu 

dem normalen Anregungslaser eine Donut-förmige Ausleuchtung, sodass bei 

Überlagerung der beiden die Fluorophore im Zentrum nicht von diesem bestrahlt 

werden. Durch Verwendung von Wellenlängen-spezifischen optischen Filtern, kann nun 

das Signal der stimulierten Emission blockiert werden, sodass nur Photonen aus dem 

Zentrum detektiert werden. Je höher die Intensität des “Ausschaltelasers“ ist, desto 

kleiner ist der zentrale Bereich, in dem Fluoreszenzphotonen von spontaner Emission 

detektiert werden. Die Auflösung ist damit theoretisch nur von der Intensität des 

“Ausschaltelasers“ begrenzt. Bei STED-Messungen von biologischen Proben konnten 

bisher laterale Auflösungen im Bereich von 20 nm bis 100 nm erzielt werden [Neupane 

et al., 2014].  

Bei den stochastischen Hochauflösungsmethoden werden Emitter zeitlich getrennt 

voneinander aktiviert. Damit kann die Position einzelner Fluorophore sehr präzise 

bestimmt werden, sodass diese Methoden auch als Einzelmolekül-

Lokalisationsmikroskopie-Methoden (engl. single-molecule localization microscopy, 

SMLM) bezeichnet werden. Die Grundsteine für die Einzelmolekülmikroskopie wurden 

unabhängig voneinander von W.E. Moerner und E. Betzig gelegt, die beide 2014 den 

Nobelpreis in Chemie überreicht bekamen. 1989 gelang es W.E. Moerner und Kollegen 

zum ersten Mal einen einzelnen Fluorophor zu beobachten [Moerner & Kador, 1989]. 

1997 untersuchten W.E. Moerner und Kollegen [Dickson et al., 1997] dann die 

Fluoreszenz von einzelnen mutierten GFP-Molekülen. Dabei beobachteten sie ein 

“Blinken“ der Moleküle. Bei Anregung der Proteine mit 488 nm Laserlicht zeigten 

diese wiederholt Zyklen von Fluoreszenzemission auf, zwischen denen ein langlebiger 

Dunkel-Zustand lag. Aus diesem nicht-fluoreszenten Zustand konnten sie die 

Fluorophore mit 405 nm Anregung zurückholen und somit zeigen, dass mutiertes GFP 

reversibel photoschaltbar ist. E. Betzig veröffentlichte 1995 die Idee, dass die Position 

einzelner Fluorophore mit isolierbaren optischen Eigenschaften sehr präzise durch 
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Anpassen ihrer emittierten Photonen mit einer Gauß-Funktion bestimmt werden kann 

[Betzig, 1995]. Durch Überlagerung der Positionen der einzelnen Moleküle kann dann 

ein hochaufgelöstes Bild erhalten werden. Zehn Jahre später konnte seine Idee dann 

praktisch umgesetzt werden, indem die “(Fluoreszenz) photoaktivierte 

Lokalisationsmikroskopie“ ((F)PALM) entwickelt wurde, für die photoaktivierbare/-

konvertierbare Proteine verwendet wurden [Betzig et al., 2006; Hess et al., 2006]. Die 

folgenden Jahre wurden eine ganze Reihe von weiteren SMLM-Methoden entwickelt, 

wie zum Beispiel dSTORM (engl. direct stochastic optical reconstruction 

microscopy), bei der photoschaltbare organische Fluorophore eingesetzt werden 

[Heilemann et al., 2008]. 

2.3.2 Prinzip der SMLM 

Das Prinzip der SMLM-Methoden beruht darauf, dass die Moleküle der Zielstruktur 

zunächst mit photoaktivierbaren oder reversibel photoschaltbaren Fluorophoren 

angefärbt werden. Diese Fluorophore besitzen einen stabilen nicht-fluoreszierenden 

(Aus-) und einen kurzen fluoreszierenden (An-) Zustand. Die meisten Fluorophore 

werden in den Aus-Zustand gebracht, sodass nur eine geringe Anzahl an Molekülen 

fluoresziert. Diese Fluoreszenz wird detektiert und andere Fluorophore werden 

stochastisch in den An-Zustand überführt, deren Photonen wiederum aufgenommen 

werden. Dies wird viele Male wiederholt, sodass am Ende tausende einzelne 

beugungsbegrenzte Bilder erhalten werden. Wichtig ist hierbei, dass nur sehr wenige 

Fluorophore gleichzeitig fluoreszieren. Idealerweise ist nur ein Fluorophor pro 

beugungsbegrenzte Fläche im An-Zustand. Die Emissionsverteilungen der einzelnen 

Fluorophore (siehe Kapitel 2.2.2), die von der Kamera aufgenommen werden 

(=Punktspreizfunktion, PSF), werden dann mit einer zweidimensionalen Gauß-Funktion 

angepasst. Das Maximum der Gauß-Funktion lässt sich mit nm-Genauigkeit bestimmen 

und spiegelt die Position der einzelnen Fluorophore wider. Die Präzision der 

Lokalisation I hängt dabei hauptsächlich von der Anzahl der detektierten Photonen (N) 

eines Fluorophors ab [Thompson et al., 2002]:  

                                                              
N

I
2

                                                            (12) 

wobei σ die Standardabweichung der Gaußfunktion darstellt. Neben einer geringen 

Anzahl von Fluorophoren, die sich gleichzeitig im An-Zustand befinden und einer hoher 

Anzahl an detektierten Photonen, ist ein weiterer Parameter bei SMLM-Methoden 
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entscheidend. Beschrieben kann dieser mit dem Shannon-Nyquist-Theorem [Shannon, 

1949]. Es besagt, dass der Abstand zwischen Fluorophoren, mit denen die Zielstruktur 

markiert wird, mindestens zweimal so klein wie die gewünschte Auflösung sein muss. 

Das bedeutet zum Beispiel, dass bei einer Auflösung von 20 nm eine Struktur 

mindestens alle 10 nm mit einem Fluorophor markiert sein muss. Hierbei muss beachtet 

werden, dass Fluorophore sich nur so nahe kommen können, wie ihr eigener 

Durchmesser ist. Das heißt, wird die Zielstruktur mit sehr großen fluoreszierenden 

Molekülen markiert, leidet darunter die Auflösung. Die Markierungsstrategie (siehe 

Kapitel 2.2.1) sollte deshalb sorgfältig gewählt werden. Werden alle genannten 

Parameter beachtet und die berechneten Positionen aller detektierten Fluorophore 

überlagert, kann ein hochaufgelöstes Bild erzeugt werden.  

SMLM-Messungen werden mit einem konventionellen Weitfeldmikroskop 

durchgeführt, wobei die Probe meist im TIR oder HILO-Modus bestrahlt wird. Die 

Fluoreszenz der Markermoleküle wird entweder mit einer EMCCD- (engl.: electron 

multiplying charged coupled device) oder einer sCMOC- (engl.: scientific 

complementary metal-oxide-semiconductor) Kamera detektiert. Die aufgenommenen 

Rohdatenbilder können zum Beispiel mit der Lokalisierungssoftware rapidSTORM 

[Wolter et al., 2010; Wolter et al., 2012] weiter verarbeitet und ausgewertet werden. 

2.3.3 Photoschaltmechanismus der Fluorophore für die SMLM 

Wie schon in Kapitel 2.3.2. erwähnt, ist die Auswahl der Fluorophore in der 

Einzelmolekül-Lokalisationsmikroskopie entscheidend für das Erreichen einer hohen 

Auflösung. Da in dieser Arbeit PALM und hauptsächlich dSTORM verwendet wurden, 

wird in diesem Kapitel nochmal genauer auf die Fluorophore und deren 

Schaltmechanismus bei diesen zwei Methoden eingegangen. Wichtigstes Kriterium, ob 

ein Fluorophor in der SMLM eingesetzt werden kann, ist seine Fähigkeit photoschaltbar 

zu sein. Dies ist nicht bei allen Fluorophoren gegeben. Viele sind so synthetisiert, dass 

sie besonders photostabil sind und eine hohe Quantenausbeute besitzen. Blinken bzw. 

ein langlebiger Dunkel-Zustand wäre bei den klassischen Fluoreszenzmethoden störend.  

Wie in Kapitel 2.3.1. schon kurz aufgeführt, sind die Mechanismen bei PALM und 

dSTORM unterschiedlich. Bei (F)PALM wird das Zielmolekül mit einem Protein 

genetisch markiert, das photaktivierbar oder -konvertierbar ist. Photoaktivierbare 

Fluorophore liegen zunächst in einer nicht-fluoreszierenden Form vor. Erst die 

Bestrahlung mit UV-Licht überführt das Protein durch eine Decarboxylierung der 

Aminosäure Glu222 irreversibel in eine fluoreszierende Form [Shcherbakova & 
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Verkhusha, 2014]. Diese kann mit einem zweiten Laser mit entsprechender Wellenlänge 

angeregt und ihre Fluoreszenz detektiert werden. Zwei bekannte Vertreter der 

photoaktivierbaren Proteine sind das grün fluoreszierende PA-GFP und das rot 

fluoreszierende PAmCherry [Patterson & Lippincott-Schwartz, 2002; Shcherbakova & 

Verkhusha, 2014]. Photokonvertierbare Proteine sind von Grund auf fluoreszierend. 

Durch UV-Bestrahlung wird jedoch ihr Polypeptid-Rückgrat irreversibel gespalten, was 

eine Verschiebung ihres Absorptions- und Emissionsspektrum zu längeren 

Wellenlängen zur Folge hat [Wiedenmann et al., 2004; Nienhaus et al., 2005]. Durch 

das Einsetzen geeigneter Laser und Filter kann dann nur die rotverschobene Emission 

detektiert werden. Eines der meist verwendeten photokonvertierbaren Fluorophore ist 

das EosFP-Derivat mEos2, das mit UV-Licht von einer grün fluoreszierenden Form in 

eine rot fluoreszierende Form konvertiert wird. Zusammengefasst funktionieren 

SMLM-Methoden, die auf photoaktivierbaren oder -konvertierbaren Fluorophoren 

beruhen also wie folgt: Zunächst sind die Fluorophore in einem Dunkel-Zustand bzw. 

einem Zustand, der nicht detektiert wird. Durch Bestrahlung der Probe mit sehr 

geringen UV-Laser-Intensitäten werden stochastisch wenige Fluorophore in die 

fluoreszierende Form überführt, die dann mit geeigneten Laserwellenlängen angeregt 

und detektiert werden, bevor sie irreversibel photogebleicht werden.  

Bei dSTORM werden photoschaltbare organische Farbstoffe eingesetzt. Im 

Gegensatz zu den verwendeten Fluorophoren bei PALM-Messungen, sind die 

organischen Fluorophore reversibel schaltbar, können also mehrfach im An-Zustand 

sein. Besonders bei dicht markierten Strukturen ist es somit besonders wichtig, dass sich 

die meisten Fluorophore im Dunkel-Zustand befinden (siehe Kapitel 2.3.2), was 

bedeutet, dass der nicht-fluoreszierende Zustand deutlich länger als der fluoreszierende 

Zustand sein muss [Heilemann et al., 2009]. Wie in Kapitel 2.1.1 beschrieben, gelangen 

Fluorophore durch Anregung mit passendem Laserlicht vom Grundzustand in den 

Singulettzustand. Bei Relaxation in den Grundzustand emittieren sie Photonen. Sie 

können aber auch vom Singulettzustand in den Triplettzustand wechseln. Von dort 

können sie wieder durch Elektronentransfer mit Triplett-Sauerstoff in den Grundzustand 

zurückkehren oder aber durch Reduktion in einen Radikalzustand. Manche Fluorophore 

können dann ein weiteres Mal ein Elektron aufnehmen und die voll-reduzierte 

Leukoform annehmen (Abbildung 8).  
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Abbildung 8: Schaltmechanismus von organischen Fluorophoren, der bei dSTORM-Messungen 

stattfindet. Fluorophore gelangen durch Anregung mit Licht passender Wellenlänge vom Grundzustand 

(S0) in den Singulettzustand (S1). Von dort relaxieren sie unter Aussendung von Photonen wieder in den 

S0-Zustand oder gehen in den Triplettzustand (T1) über. Durch Energietransfer mit Triplett-Sauerstoff 

werden sie wieder in den S0-Zustand gebracht oder gehen durch Reduktion mit einem Thiolat in den 

Radikalzustand (R) über bzw. nehmen durch weitere Reduktion die voll-reduzierte Leukoform (L) an. 

Aus diesen beiden Aus-Zuständen können sie wieder durch Sauerstoff oxidiert werden. 

Die reduzierten Zustände stellen einen stabilen Aus-Zustand dar. Die Reduktion der 

Fluorophore zum Farbstoffradikal erfolgt durch Thiole. Bei dSTORM-Messungen an 

fixierten Proben wird oft β-Mercaptoethylamin (MEA) im millimolaren Bereich 

verwendet. MEA ist eigentlich kein so starkes Reduktionsmittel, durch Erhöhung des 

pH-Werts (~7-9) liegt es jedoch hauptsächlich als Thiolat vor, was die reduzierende 

Spezies ist. In lebenden Zellen liegt ein natürlich vorkommendes Reduktionsmittel vor: 

das Glutathion. dSTORM konnte somit auch schon erfolgreich in lebenden Zellen 

angewandt werden [Klein et al., 2011]. Aus den Aus-Zuständen können die Fluorophore 

wieder durch Oxidation mit Sauerstoff oder durch Bestrahlen der Radikale mit Licht 

niedriger Wellenlänge (UV-blau) in den Grundzustand gebracht werden [Heilemann et 

al., 2005]. Wird also der Sauerstoff aus der Probe entfernt, verbleiben die Fluorophore 

länger im Triplett-und in den Radikalzuständen. Sauerstoff kann zum Beispiel durch 

Zugabe von Glukoseoxidase, Katalase und Glukose als Substrat enzymatisch entfernt 

werden [van de Linde & Sauer, 2014]. Schäfer et al. konnte jedoch auch zeigen, dass 

MEA schon alleine Sauerstoff aus Lösungen ausreichend entfernt [Schäfer et al., 2013]. 

Der erste Farbstoff, der als photoschaltbar identifiziert wurde, war Cy5 [Heilemann et 

al., 2005]. Er und Alexa Fluor 647 eignen sich durch ihre hohen Quantenausbeuten und 

effizienten Photoschalteigenschaften am besten für dSTORM-Messungen. Aber auch 

andere organische Farbstoffe können verwendet werden, wie zum Beispiel Alexa 

Fluor 532 und Alexa Fluor 488. Dabei muss für jeden Farbstoff die optimale MEA-

Konzentration, Laserleistung und der optimale pH-Wert herausgefunden werden [van de 

Linde et al., 2011].  
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2.3.4 Quantifizierung von SMLM-Daten 

SMLM Techniken erzeugen nicht nur hochaufgelöste Bilder. Da die räumlichen 

Koordinaten jeder detektierten Fluorophor-Lokalisation in einer Lokalisationsliste 

gespeichert werden, können die Daten auch lokalisationsgenau quantifiziert werden. Es 

können unter anderem Aussagen über die Verteilung Fluoreszenz-markierter Moleküle 

gemacht werden, wie zum Beispiel ob sie homogen verteilt sind oder geclustert 

vorliegen [Malkusch et al., 2013; Williamson et al., 2011; Letschert et al., 2014]. Es 

sind mittlerweile viele verschiedene Strategien und Algorithmen vorhanden, um Cluster 

zu identifizieren. In diesem Kapitel wird jedoch nur auf die in der vorliegenden Arbeit 

verwendeten Herangehensweise näher eingegangen. 

Eine besonders häufig verwendete Methode der Clusteranalyse ist die Ripley-

Funktion, die 1977 von B.D. Ripley veröffentlicht wurden [Ripley, 1977]. Die Ripley-

Funktion vergleicht die Verteilung der Lokalisationen in einem vorgegebenen Radius 

um jede einzelne Lokalisation mit der Verteilung einer zufälligen Anordnung. Weicht 

die Verteilung der Lokalisationen von einer zufälligen Verteilung ab, clustert das zu 

untersuchende Molekül. Die Ripley’s K-Funktion lässt sich berechnen aus: 
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Dabei ist r der Beobachtungssradius, n die Anzahl aller analysierten Lokalisationen, dij 

der Abstand zwischen zwei Lokalisationen i und j, Nr die Anzahl der Lokalisationen um 

die Lokalisation i innerhalb des Abstands zu j. λ ist ein Gewichtungsfaktor, der die 

durchschnittliche Dichte in der ganzen beobachteten Fläche korrigiert. Um die Daten 

vereinfacht darzustellen, kann K(r) linearisiert werden:  
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Wird die Ripley’s L-Funktion nun noch normalisiert, erhält man die Ripley’s H-

Funktion: 
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Bei einer homogenen Verteilung der Lokalisationen ist H(r) demnach 0. Liegen die 

Lokalisationen jedoch in Clustern vor, kann die ungefähre durchschnittliche Größe der 

Cluster aus dem Maximum der Ripley’s H-Funktion gewonnen werden (Abbildung 9). 

Das Maximum liegt typischerweise zwischen dem Radius und dem Durchmesser der 

Cluster [Kiskowski et al., 2009]. Besonders sinnvoll ist die Clusterbestimmung mit der 

Ripley Funktion, wenn untersucht werden soll, ob sich Clustergrößen verändern, da 

keine Aussage über die exakte Größe der Cluster getroffen werden kann.  

 

Abbildung 9: Typische Ripley’s H-Funktionen. Sind die Lokalisationen homogen verteilt, ist H(r) = 0. 

Liegen die Lokalisationen in Clustern vor, kann die Größe der Cluster aus dem Maximum der Funktion 

herausgelesen werden. Mit zunehmender Clustergröße verschiebt sich der Peak zu größeren r-Werten. 

Das Maximum liegt typischerweise zwischen dem Radius und Durchmesser der Cluster.  

Sollen Proben quantifiziert werden, ist es besonders wichtig, eine sinnvolle 

Markierungsstrategie zu wählen. Ideal sind ein geringer Abstand zwischen dem zu 

untersuchenden Molekül und Fluorophor (Kapitel 2.2.1) und einer Eins-zu-eins 

Markierung mit einer guten Photoschaltrate der Fluorophore (Kapitel 2.3.2 und 2.3.3). 

Ist die Photoschaltrate durch zum Beispiel einer zu geringen Laserleistung zu klein, 

überlappen die PSFs benachbarter Emitter. Folglich zeigen Proben mit einer eigentlich 

homogenen Verteilung artifizielle Cluster auf [Burgert et al., 2015] (Kapitel 4.1.2). 

Künstlich erzeugte Cluster können außerdem auch bei einer Markierung mit Antikörper 

entstehen, wenn diese sich vernetzen (Kapitel 4.1.3).  

Mit der Ripley-basierten Clusteranalyse kann also überprüft werden, ob Lokalisationen 

in Cluster vorliegen und wie groß diese Cluster ungefähr sind. Sie liefert jedoch keine 

Informationen über die Anzahl der Lokalisationen innerhalb der Cluster. Dafür muss 

eine sogenannte morphologische Clusteranalyse (MCA) durchgeführt werden, die auf 

einer vorangegangenen Ripley-Clusteranalyse basieren kann (Kapitel 3.2.7).  
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Das Zählen von Molekülen in Cluster oder außerhalb dieser bekommt in der Biologie 

und Medizin einen immer größeren Stellenwert. Die SMLM kann hierzu viele 

interessante Ergebnisse liefern [Ehmann et al., 2014; Löschberger et al., 2014a; Renz et 

al., 2012]. Der Vorteil bei der Quantifizierung von PALM-Daten im Vergleich zu 

dSTORM-Daten ist die Eins-zu-eins Markierung, die durch genetische Modifizierung 

sichergestellt wird (Kapitel 2.2.1 und 2.3.3). Ein Problem bei der Quantifizierung von 

PALM-Daten ist jedoch, dass auch fluoreszierende Proteine blinken können, wodurch 

ein Protein mehrmals gezählt wird. Mittlerweile wurden Korrekturmöglichkeiten 

veröffentlicht um diese Mehrfachzählungen größtenteils heraus zu rechnen. Hierbei 

werden auch Lokalisationen, die zeitlich weiter voneinander detektiert werden, 

gruppiert, wobei die räumliche Gruppierung auf einer genau bestimmten 

Lokalisationspräzision basiert [Annibale et al., 2011; Lee et al., 2012; Puchner et al., 

2013]. Es kann jedoch bei der Quantifizierung von PALM-Messungen nicht nur zu 

einer Überschätzung, sondern auch zu einer Unterschätzung der Anzahl an Molekülen 

kommen. Durch zum Beispiel Fehlfaltung oder verfrühte Photobleichung der 

fluoreszierenden Proteine werden nicht alle Proteine detektiert und somit weniger 

Moleküle gezählt [Durisic et al., 2014; Puchner et al., 2013].  

Auch bei der Quantifizierung von dSTORM-Daten müssen mehrere Punkte bedacht 

werden. Meist werden nicht alle Zielmolekül markiert, wodurch nicht alle vorhandenen 

Moleküle gezählt werden. Ein Molekül kann auch mit mehreren Fluorophoren markiert 

sein, wodurch es mehrfach gezählt wird. Genau wie bei den PALM-Messungen, führt 

auch bei dSTORM-Messungen das Photoblinken zu mehrmaligem Detektieren eines 

Fluorophors. Um aus der Anzahl der Lokalisationen auf die Anzahl der Moleküle 

zurückzuschließen, gibt es verschiedene Herangehensweisen. Letschert et al. 

bestimmten die Anzahl der Lokalisationen von einem Fluorophor, indem sie bei einer 

sehr dünn markierten Probe die Lokalisationen mit unterschiedlichen Radien über die 

gesamte Aufnahmezeit gruppierten [Letschert et al., 2014]. Die Anzahl der 

Lokalisationen wurde über den Gruppierungsradius aufgetragen, sodass aus der 

Saturierung der Kurve die Anzahl der Lokalisationen, die von einem Fluorophor 

stammten, bestimmt werden konnte. Mit dieser Strategie konnten sie berechnen, dass 

die Plasmamembran einer Zelle ungefähr 10 Millionen Glykane enthält. Ehmann et al. 

hingegen konnten über Titrationsreihen eines primären Antikörper und zweier 

sekundärer Antikörper berechnen, wieviel sekundäre Antikörper an einem primären 

Antikörper binden und wieviel Lokalisationen von einem Fluorophor-markierten 
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sekundären Antikörper detektiert werden [Ehmann et al., 2014]. Daraus bestimmten sie 

letztendlich die Anzahl der Bruchpilot-Moleküle in der Zytomatrix der aktiven Zone 

von Synapsen. Nair et al. hingegen konnten zeigen, dass AMPA-Rezeptoren oft in 

Nanodomänen in neuronalen Synapsen des Hippocampus von Ratten vorliegen und 

schätzten die Anzahl Rezeptoren, indem sie die Intensitäten von einzelnen AMPA-

Molekülen mit den Intensitäten der Nanodomänen verglichen [Nair et al., 2013]. Auch 

wenn man mit SMLM-Daten noch nicht die exakte Anzahl von Molekülen bestimmen 

kann, so kann mit ihrer Hilfe zumindest die Größenordnung ermittelt werden. 

Werden zwei verschiedene Moleküle in einer Probe mit unterschiedlichen Fluorophoren 

markiert, kann mit Hilfe von fluoreszenzmikroskopischen Messungen überprüft werden, 

ob diese räumlich sehr nahe beieinander liegen und somit colokalisieren. Eine 

Colokalisation zweier verschiedener Moleküle deutet darauf hin, dass diese 

interagieren und stellt somit eine sehr wichtige Fragestellung dar. Es gibt mittlerweile 

mehrere Herangehensweisen, die Colokalisation zu überprüfen. In der klassischen, nicht 

hochauflösenden Fluoreszenzmikroskopie, wird meist einfach den beiden Molekülen 

eine andere Farbe zugewiesen und die beiden Bilder übereinander gelegt. Überlappen 

die Farben, entsteht eine Mischfarbe der beiden. Die Colokalisation von SMLM-Daten 

kann entweder pixelgenau durchgeführt werden, zum Beispiel über die Bestimmung des 

Pearson’s Korrelationkoeffizienten [Pearson, 1896] oder des Manders‘ 

Colokalisationskoeffizienten [Manders et al., 1993]. Die zweite Möglichkeit der 

Colokalisationsbestimmung wird lokalisationsgenau durchgeführt. Sie wurde auch in 

der vorliegenden Arbeit angewendet. Bei der sogenannten Koordinaten-basierten 

Colokalisation (Abk. CBC) [Malkusch et al., 2012] werden von jeder Lokalisation eines 

Fluorophors die Verteilungen der benachbarten Lokalisationen von beiden 

Fluorophoren über die Ripley-Funktion bestimmt, sodass zwei Ripley-Funktionen pro 

Lokalisation erhalten werden. Diese beiden Funktionen werden korreliert und ein CBC-

Wert berechnet. Je näher dieser Wert an 1 liegt, desto ähnlicher sind sich die 

Verteilungen beider Fluorophore, bzw. desto höher ist ihr Maß an Colokalisation. Ist der 

Wert 0, korrelieren die beiden Moleküle nicht und die Wahrscheinlichkeit der 

Colokalisation ist sehr gering. Ein negativer CBC-Wert deutet auf eine Anti-

Colokalisation hin, was bedeutet, dass dort wo das erste Molekül ist, das zweite auf 

keinen Fall lokalisiert ist. 
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3 Material und Methoden 

3.1 Probenpräparation   

3.1.1 Zelllinien und Bakterienstämme 

Es wurden verschiedene Zelllinien verwendet. Humane Osteosarkoma- (U2OS)-Zellen 

wurden in DMEM Ham’s F12 (Sigma) mit 10% FCS (PAA Laboratories), 100 U/ml 

Penicillin (PAA Laboratories) und 0,1 mg/ml Streptomycin (PAA Laboratories) bei 

37 °C und 5% CO2 kultiviert. Sie wurden bis zu einer Konfluenz von 80-90% wachsen 

gelassen, dann mit PBS gewaschen und für 5 min mit Akkutase inkubiert, um sie zu 

passagieren. Die Jurkat-T-Zellen E6-1 wurden in RPMI1640 (Sigma) mit 10% FCS, 

2 mM Glutamin, 2 mM Natrium-Pyruvat, 2 mM nicht-essentielle Aminosäuren und 

100 U/ml Penicillin/Streptomycin bis zu einer Dichte von ~ 1x106 Zellen/ml wachsen 

gelassen, bevor sie gesplittet wurden. 

Mikrovaskuläre Endothelzellen eines menschlichen Gehirns (HBME-Zellen) wurden im 

Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie der Universität Würzburg in Gelatine-

beschichtete Kulturflaschen kultiviert. Als Nährmedium wurde RPMI1640 (Life 

Technologies) mit 10% FCS, 1 mM Natriumpyruvat, 2 mM L-Glutamin, 10% Nu 

Serum IV, 1% “Minimal Essential Medium“ mit nicht-essentiellen Aminosäuren, 

5 U/ml Heparin und 30 mg/ml Wachstumszusätzen für Endothelzellen verwendet. 

Humane primäre T-Zellen wurden im Lehrstuhl Innere Medizin II der Universität 

Würzburg aufgereinigt oder im Lehrstuhl Virologie der Universität Würzburg 

aufgereinigt und gefärbt. Dazu wurden zunächst mononukleäre Zellen aus peripherem 

Blut von gesunden Spendern mittels Ficoll Dichtegradient-Zentrifugation (Biochrom) 

isoliert. Danach wurden die T-Zellen über negative Selektion (Pan T cell isolation kit, 

Miltenyi Biotec) von anderen Zellen getrennt und mit einer Dichte von 1x106 Zellen/ml 

in RPMI1640 (Life Technologies) mit 0,5% BSA (Sigma) und 120 µg/ml Gentamicin 

(Refobacin; Merck) resuspendiert. Die Reinheit der T-Zellen wurde mittels CD3-

Antikörper Färbung und FACS-Messungen bestimmt. 98% der Zellen waren CD3 

positive T-Zellen. 

Natürliche Killerzellen (NK-Zellen) wurden im Lehrstuhl Innere Medizin II der 

Universität Würzburg aufgereinigt. Dafür wurden zunächst humane mononukleäre 

Zellen des peripheren Blutes (PBMCs) über eine Ficoll Dichtegradient-Zentrifugation 

(Biochrom) aus Blut von gesunden Spendern isoliert. Die NK-Zellen wurden mit Hilfe 

eines MACS NK negativ Selektionskit (Miltenyi Biotec) von den PBMCs getrennt und 
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dann in RPMI1640 (Invitrogen) mit 10% FBS (Sigma) und 120 µg/ml Gentamicin 

(Merck) bei 37 °C und 5% CO2 kultiviert. Die Stimulation der Zellen fand mit 1000 

U/ml rekombinanten menschlichen Interleukin-2 (Novartis) über Nacht statt. 

Primäre hippocampale Neuronen wurden vom Hans-Berger Lehrstuhl für Neurologie 

der Universitätsklinik Jena zur Verfügung gestellt. Sie wurden aus C57BL/6 E18 

Mausembryonen präpariert. Dazu wurden zunächst die Schädel und die Hirnhäute mit 

einer feinen Pinzette von den Embryonengehirnen entfernt. Die Hippocampi wurden 

von den Gehirnen separiert, mit 0,25% Trypsinlösung für 5 min bei 37 °C behandelt 

und dann pulverisiert. Die Neuronen wurden auf Poly-D-Lysin beschichtete 

Deckgläschen in Plattiermedium (MEM, 0,5% Glukose, 10% Pferdeserum, 0,5% 

Penicillin/Streptavidin) mit einer Dichte von 20 000 Zellen/cm² ausgesät. Nach 1 h 

wurde das Plattiermedium mit Wachstumsmedium (Neurobasal, 2% B27, 1% Glutamin, 

0,5% Penicillin/Streptavidin) ausgetauscht und die Neuronen 10 bis 15 Tage kultiviert. 

Ein ausführliches Protokoll zur Präparation der Neuronen ist in Werner et al. aufgeführt 

[Werner et al., 2016]. Es wurden außerdem noch NR1, NR2A und NR2B transfizierte 

menschliche embryonale Nierenzellen (HEK-Zellen) zur Verfügung gestellt. 

Die Bakterienstämme wurden im Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie der 

Universität Würzburg kultiviert. Es wurden die Neisseria meningitidis Serogruppen B 

Stämme MC58 (E.R. Moxon), MC58 siaD (ungekapselte Mutante) [Unkmeir et al., 

2002], H44/76, H44/76 lpx (Inaktivierung zweier Gene, die in der Lipid A 

Acyloxyacylierung involviert sind) (Prof. van der Ley, National Institute of Public 

Health and the Enviroment, Bilthoven) und der Serogruppe C Stamm 8013/12 (kein 

Gen für Opc und inaktiviertes Opa-Gen) verwendet. Zusätzlich wurde ein Neisseria 

gonnorrhoeae Stamm (N927) von der Mikrobiologie der Universität Würzburg zur 

Verfügung gestellt. 

3.1.2 Transformation und transiente Transfektion 

Um GPI (Glycosylphosphatidylinositol)-Anker auf der Plasmamembran zu untersuchen, 

wurden Zellen mit Fusionsproteinen, mit denen SMLM-Messungen möglich sind, 

transfiziert. Das Plasmid mit der GPI Sequenz (315 µg/ml) wurde im Lehrstuhl 

Biophysik der TU Wien hergestellt. Der pcDNA3 Vektor bestand aus einer ER-

Lokalisierungssequenz und einer mEOS3.2-Sequenz, die an einer Sequenz für 25 

Aminosäuren des GPI-Ankers des humanen Folatrezeptors fusioniert war. Zunächst 

musste eine Transformation durchgeführt werden, für die der kompetente E. coli XL1 

Blue Bakterienstamm verwendet wurde. Es wurden 20 µl Bakterien zu 1 µl GPI-
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Plasmid gegeben, ohne zu resuspendieren. Nach einer 5 minütigen Inkubation auf Eis 

wurden sie auf Ampicillin haltigen TY-Agarplatten ausgestrichen und über Nacht bei 

37 °C inkubiert. Am darauffolgenden Tag wurde eine Kolonie gepickt und diese in 5 ml 

LB-Medium mit 5 µl Ampicillin (100 mg/ml) bei 37 °C über Nacht geschüttelt. Danach 

wurden die Bakterien für 10 min und bei 5000 rpm runterzentrifugiert und eine 

Plasmidisolierung (High Pure Plasmid Isolation Kit, Roche) durchgeführt. Zur 

Kontrolle wurden die Proben zur Sequenzierung (GATC) geschickt. 

Für die transiente Transfektion wurden 1,4x104 U2OS-Zellen pro Kammer in ein 

LabTek II (Nunc, Thermo Fischer Scientific) gegeben. Diese wurden über Nacht im 

Brutschrank anwachsen gelassen. Transfiziert wurden die Zellen mit FuGENE®HD 

(Promega) mit einem Verhältnis von 1,5:1 (FuGENE®HD:DNA) für 24 h. Es wurde 

sich dabei an die Anleitung, die von Promega zur Verfügung gestellt wird, gehalten.  

3.1.3 Antikörper-Markierung 

Um Neuronen mit Farbstoff-markierten Patientenantikörpern zu färben, ohne einen 

weiteren sekundären Antikörper zu verwenden, wurden diese mit Cy5 direkt markiert. 

Zu den Patientenantikörpern wurde ein 3-facher Überschuss an Cy5-NHS, 25 µl 

NaHCO3 (0,15 M) und 40 µl doppelt destilliertes Wasser (ddH2O) dazugegeben und 

1 Stunde bei Raumtemperatur (RT) inkubiert. Um den Farbstoff-markierten Antikörper 

von freiem Farbstoff zu trennen, wurden Gelsäulen (NAPTM-5 Columns, GE 

Healthcare) verwendet. Die Säulen wurden zunächst 3 Mal mit PBS gewaschen, bevor 

die Probe auf diese pipettiert wurde. Sobald die Probe eingezogen war, wurden ~ 420 µl 

PBS dazu pipettiert und ein weiteres Mal (1 ml) als zwei Phasen in der Säule zu 

erkennen waren. Die erste Bande, die den markierten Antikörper darstellte, wurde 

aufgefangen und die Konzentration bzw. die durchschnittliche Anzahl der Farbstoffe an 

einem Antikörper (Labelgrad = DOL) mit dem Absorptionsspektrometer bestimmt. Die 

DOL betrug ~ 1,3. 

3.1.4 Fixierung 

Die Fixierung ist ein kritischer Schritt in der Probenvorbereitung. Sie muss sorgfältig 

für jedes neue Zielmolekül ausgewählt werden. Die bekanntesten Fixative in der 

Fluoreszenzfärbung sind Formaldehyd (FA) und Glutaraldehyd (GA). Sie vernetzen 

Proteine indem sie u.a. zwischen den basischen Aminosäuren Hydroxymethylen-

Brücken ausbilden. FA ist kleiner als GA wodurch es schneller in die Zelle gelangt. GA 

ist deutlich größer, wodurch es effektiver die Moleküle vernetzt. GA sollte deshalb bei 
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Membranfärbungen verwendet werden [Tanaka et al., 2010]. Sind die Proteine jedoch 

mit mEOS angefärbt darf kein GA verwendet werden, da dieses das Fluorophor zerstört 

[Lippincott-Schwartz & Patterson, 2009]. Auch die Temperatur spielt eine wichtige 

Rolle bei der Fixierung. Soll zum Beispiel das Zytoskelett angefärbt werden, ist es 

wichtig die Fixierung bei 37 °C durchzuführen, anderenfalls depolymerisiert es [Whelan 

& Bell, 2015]. Bei Membranen hingegen ist es besser bei RT zu fixieren, um 

Molekülbewegungen zu verlangsamen. 

Für die Vorfixierung wurden die Zellen zunächst in eine LabTek II Kammer überführt. 

Dabei wurden bei den verschiedenen Zelllinien unterschiedliche Konzentrationen und 

Inkubationszeiten verwendet. U2OS- und HBME-Zellen wurden mit einer 

Konzentration von 1x104 bzw. 7,5x104 Zellen pro Kammer verwendet und 2 Tage 

anwachsen gelassen. Für die Fixierung von Jurkat- und primären T-Zellen wurden 1-

1,5x105 Zellen in eine Kammer pipettiert und 30 bzw. 15 Minuten inkubiert. Die 

LabTeks wurden für HBME-Zellen mit 0,2% Gelatine (1 Stunde, 37 °C), für Jurkat-

Zellen mit Poly-D-Lysin (2 Stunden, RT) und für T Zellen mit 10 µg/ml Ziege anti-

Maus IgG Antikörper (1 Stunde, 37 °C) vorinkubiert. Die NK-Zellen wurden entweder 

allein oder zusammen mit Aspergillus fumigatus (Multiplizität der Infektion (MOI) 0,5) 

auf Poly-D-Lysin beschichtete LabTeks für 3, 6, 9 oder 12 h kultiviert (Lehrstuhl Innere 

Medizin II, Würzburg). Die Bakterien wurden mit einer Konzentration von 108 

Bakterien pro Kammer in Poly-L-Lysin beschichtete LabTeks gegeben (Lehrstuhl für 

Hygiene und Mikrobiologie, Würzburg). Dazu wurden zunächst 3 M Kaliumhydroxid 

(KOH) für 30 min in die LabTeks gegeben. Diese wurden dann erst mit sterilem 

deionisierten Wasser, dann mit PBS und ein weiteres Mal mit Wasser gewaschen. Die 

Kammern wurden daraufhin für 10 min mit 0,05% Poly-L-Lysin behandelt und danach 

die Bakterien für 15-20 min anwachsen gelassen. Ungebundene Bakterien wurden 

entfernt und die Probe mit PBS gewaschen. 

Sollte das Zytoskelett gefärbt werden, wurden die Zellen mit 3% FA + 0,1% GA in PBS 

für 10 Minuten bei 37 °C vorfixiert. Da GA Schiff’sche Basen bildet, die fluoreszieren 

können, wurde die Probe danach für 7 Minuten mit 0,1% Natriumborohydrid (NaBH4) 

in PBS inkubiert. Bei allen anderen Färbungen fand die Vorfixierung nur mit 4% FA für 

mindestens 20 Minuten statt. Die Nachfixierung wurde immer mit 4% FA + 0.1% GA 

in PBS durchgeführt. Die mit mEOS transfizierten Zellen wurden nur mit 4% FA für 

40 min fixiert. Die Proben wurden nach den Fixierungen immer 3 Mal mit PBS 

gewaschen. 
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3.1.5 Immunhistochemie 

Für die Mikrotubuli-Färbungen wurden die mit FA und GA fixierten U2OS-Zellen 

zunächst mit 3% BSA und 0,5% Triton X-100 in PBS für 10 min geblockt bzw. 

permeabilisiert. Danach wurden die Zellen mit 24 µg/ml Maus-anti-β-Tubulin (Sigma)  

 

Tabelle 1: Verwendete primäre Antikörper für die immunhistochemische Markierung verschiedener 

Moleküle.  

Antigen Wirt Antikörper-

klasse/ 

Modifikation 

Eingesetzte 

Konzentration 

Hersteller 

β-Tubulin Maus IgG 1,5 µg/ml Thermo Fisher 

β-Tubulin Kaninchen IgG/ 

Al532 

20 µg/ml Invitrogen 

C16 Ceramide Kaninchen IgG 5 µg/ml Prof. E. Bieberich, 

USA 

C18 Ceramide Kaninchen IgG 5 µg/ml Prof. E. Bieberich, 

USA 

C16-24 

Ceramide 

Kaninchen IgG 5 µg/ml Prof. E. Bieberich, 

USA 

Ceramide Maus IgM 16,6 µg/ml Enzo Life Science 

Cy5 Maus IgG 4 µg/ml Sigma-Aldrich 

OMP Kaninchen IgG ~ 5 µg/ml Lehrstuhl für Hygiene 

und Mikrobiologie, 

Würzburg 

Homer1 Kaninchen IgG 2,5 µg/ml Synaptic Systems 

Bassoon Kaninchen 

bzw. Maus 

IgG 2,5 µg/ml Synaptic Systems 

NR1 Mensch IgG Patienten- 

abhängig 

Patientenmaterial, 

Hans-Berger Lehrstuhl 

für Neurologie, Jena 

NR1 Maus IgG 2,4 µg/ml Merck Millipore 

CD56 Maus IgG, 

Al647 

2 µg/ml Biolegend 

in BSA/Triton-Blockpuffer für 1,5 Stunden inkubiert. Nach sechs Waschschritten mit 

PBS wurden die Zellen mit 10 µg/ml Farbstoff-markierten sekundären Ziege anti-Maus 
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Antikörper in Blockpuffer für 1 Stunde gefärbt. Bevor die Zellen mit FA + GA 

nachfixiert wurden, wurden sie abermals sechs Mal mit PBS gewaschen. 

Bei allen anderen Immunhistochemie-Färbungen wurden die FA-fixierten Proben 

zunächst mit 10% BSA in PBS für eine Stunde geblockt. Befanden sich die 

Zielmoleküle in der Zelle, wurden diese davor noch mit 0,1% Triton X-100 in PBS für 

10 Minuten permeabilisiert. Danach wurden die Proben mit dem primären Antikörper 

für 1-2 Stunden inkubiert, sechs Mal mit PBS gewaschen, mit dem sekundären 

Antikörper in BSA für 1 Stunde inkubiert und ein weiteres Mal sechs Mal mit PBS 

gewaschen. Die Nachfixierung fand mit FA + GA statt.  

Bei Lebendfärbungen, wurden U2OS-Zellen zunächst 10 min auf Raumtemperatur 

runtergekühlt. Das LabTek mit den Zellen wurde dann 5 min auf Eis gestellt, bevor mit 

der Färbung gestartet wurde. Das Zellmedium wurde gegen Zellmedium ohne FCS 

ausgetauscht, bevor die Zellen mit zunächst dem primären Antikörper in Zellmedium 

ohne FCS für 30 min inkubiert wurden. Nach dreimaligem Waschen mit HBSS wurden 

sie dann mit einem Farbstoff-markierten Antikörper für 30 min gefärbt.  

Alle primären und sekundären Antikörper sind in 

Tabelle 1 bzw. Tabelle 2 aufgelistet. 

 

Tabelle 2: Verwendete Farbstoff-markierte Antikörper gegen die in Tabelle 2 aufgelisteten primären 

Antikörper. Alle Antikörper wurden von Life Technologies bezogen und mit einer Konzentration von 

10 µg/ml eingesetzt. Die Abkürzung Al steht für Alexa Fluor. 

Wirt/Antigen Antikörperklasse  Fluorophor 

Ziege/Kaninchen IgG, F(ab‘)2 Al647 

Ziege/Maus IgG, F(ab‘)2 Al647 

Ziege/Maus IgG (H+L) Al532 

Ziege/Maus IgM Al647 

Ziege/Mensch IgG (H+L) Al647 

 

3.1.6 Aktin-Markierung mit Phalloidin 

Phalloidin ist ein Toxin des Grünen Knollenblätterpilzes und bindet spezifisch an F-

Aktin [Steinmetz et al., 1998]. Markiert mit einem Fluorophor kann es für 

Fluoreszenzfärbungen des Zytoskeletts verwendet werden. In der vorliegenden Arbeit 

wurde diese Methode für die Untersuchung verschiedener Triplettlöscher angewandt. 

Für die Färbung wurde ein Protokoll verwendet, das von Small et al. entwickelt wurde 

[Small et al., 1999]. Es wurde zunächst ein Zytoskelett-Puffer (CB) hergestellt. Dafür 
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wurde als Erstes 800 ml ddH2O in einen Kolben vorgelegt. Dazu wurden 10 mM MES, 

150 mM NaCl, 5 mM EGTA, 5 mM Glukose und 5mM MgCl2 gegeben und die Lösung 

mit 1 M NaOH auf einen pH-Wert von 6,1 eingestellt. Danach wurde mit ddH2O auf 1 

Liter aufgefüllt und der Puffer steril filtriert. Um U2OS-Zellen zu fixieren und 

permeabilisieren wurde dann aus dem CB zwei Lösungen angesetzt. Zum einen 0,3% 

GA+0,25% Triton X-100 in CB (= CB1) und 2% GA in CB (=CB2), die beide auf 

37 °C vorgewärmt wurden. Die Zellen wurden mit CB1 für 1-2 Minuten und direkt 

danach für 10 Minuten mit CB2 bei 37 °C inkubiert. Danach wurden die Schiff‘schen 

Basen des GAs 7 Minuten mit 0,1% NaBH4 in PBS reduziert. Nach drei Waschschritten 

mit PBS wurden die Zellen über Nacht bei 4 °C mit den Farbstoff-markierten (Alexa 

Fluor 647/532, Atto655) Phalloidin Lösungen gefärbt. Vor dem Messen wurden die 

Proben 3 Mal mit PBS gewaschen. Eine Postfixierung ist bei dieser Färbung nicht 

notwendig.  

3.1.7 Gangliosid GM1-Markierung mit Choleratoxin 

Choleratoxin wird oft verwendet um “lipid rafts“ anzufärben. Die Untereinheit B des 

Toxins bindet dabei an das Ganglioside GM1. In dieser Arbeit wurden Jurkat-Zellen mit 

Alexa Fluor 488 markiertem Choleratoxin markiert, um mit Ceramiden auf der 

Plasmamembran zu colokalisieren. Es wurden zuerst die Ceramide mit einem IgG-

Antikörper und einem Alexa Fluor 647-markierten sekundären Antikörper gefärbt. 

Danach wurden die Zellen 6 Mal gewaschen und dann für 1 Stunde mit 10% 

Kaninchenserum abgeblockt. Um GM1 zu markieren, wurden die Proben danach 

10 Minuten bei 4 °C mit 3,3 µg/ml Choleratoxin B (CTxB, Life Technologies) 

inkubiert. Nachdem drei Mal für 5 min mit PBS gewaschen wurde, wurde CTxB mit 

einem Kaninchen anti-CTxB IgG-Antikörper (1:300) für 15 Minuten bei 4 °C 

stabilisiert. Die Zellen wurden ein weiteres Mal mit PBS gewaschen und mit FA + GA 

nachfixiert. 

3.1.8 Sialinsäure und N-Acetylglukosamin-Markierung mit WGA 

Um die Sialinsäuren und N-Acetylglukosamin Reste der Plasmamembran anzufärben, 

wurden fixierte U2OS-Zellen 10 Minuten mit 5 µg/ml Alexa Fluor 647-konjugiertem 

Weizenkeimlektin (engl.: wheat germ agglutinin, WGA, Invitrogen) in PBS bei RT 

inkubiert. Die Zellen wurden drei Mal mit PBS gewaschen, bevor sie direkt im 

Anschluss gemessen wurden. 
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3.1.9 Click-Reaktionen  

Die sehr effiziente und spezifische Click-Chemie (Kapitel 2.2.1) wurde für die 

Markierung von Glykanen oder Ceramiden auf der Plasmamembran von U2OS-, Jurkat-

Zellen und Bakterien verwendet. Die Färbung der Zucker wurde mit der 

kupferkatalysierten Click-Chemie durchgeführt. Dafür wurden U2OS-Zellen mit einer 

Konzentration von 1x104 Zellen pro Kammer direkt in unbehandelte LabTeks gegeben 

und dort 2 Tage mit 25 µM Azid modifizierter Galaktose (Ac4GalNAz; Life 

Technologies) inkubiert. In dieser Zeit bauen die Zellen diese metabolisch in die 

Zielmoleküle der Plasmamembran ein [Letschert et al., 2014]. Für die Färbung wurde 

zunächst eine Färbelösung hergestellt. Hierzu wurden 50 µM Kupfersulfat (CuSO4), 

250 µM Tris(3-hydroxypropyltriazolylmethyl)amin (THPTA) und 2,5 mM 

Natriumascorbat (Asc) für 5 min in einem Eppendorfgefäß inkubiert. In dieser Zeit 

wurde Cu(II) durch Asc. zu Cu(I) reduziert und die Radikale von THPTA abgefangen. 

Danach wurden 20 µM Al647-Alkin und PBS dazu pipettiert. Die Proben wurden 

einmal mit PBS gewaschen und in jede Kammer dann 120 µl Färbelösung dazu gegeben 

und diese 5 min inkubiert. Nach 3-maligem Waschen mit PBS wurden die Zellen mit 

GA und FA nachfixiert.  

Für die Markierung der Ceramide wurde die kupferfreie Click-Chemie verwendet. Nach 

1,5 h Inkubation im LabTek, wurden die Jurkat-Zellen mit 25 µM Azid modifizierten 

Ceramidanaloga (Tabelle 3) für 30 Minuten gefüttert. Die Zellen wurden dann ~ 5 min 

bei RT abkühlen gelassen. In der Zwischenzeit wurde 25 µM Azadibenzozyklooctyne-

Cy5 (DBCO-Cy5; Sigma-Aldrich) in PBS angesetzt. Die Zellen wurden mit PBS 1 Mal 

gewaschen, bevor pro LabTek Kammer 120 µl Farbstofflösung pipettiert wurde. Nach 

7-15 min wurde diese wieder abgenommen und die Zellen 4 Mal mit PBS gewaschen. 

Die noch lebenden Zellen wurden dann unmittelbar im Anschluss am LSM 

aufgenommen.  

Die Bakterien wurden im Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie der Universität 

Würzburg mit unterschiedlichen Konzentrationen an Azid modifizierten Ceramiden und 

DBCO-Cy5 gefärbt. 
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Tabelle 3: Struktur und Bezeichnung der Azido-Ceramide und Azido-Fettsäuren. Sie wurden alle von 

Tim Walter aus der Organischen Chemie der Universität Würzburg synthetisiert und deren Struktur von 

ihm gezeichnet. 

Chemische Struktur Bezeichnung 
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faC16α 
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3.2 Fluoreszenzspektroskopie und -mikroskopie 

3.2.1 Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie 

Um die Auswirkungen von Cyclooctatetrae (COT), Kaliumiodid (KI) und 

Deuteriumoxid (D2O) auf den Triplettzustand verschiedener Fluorophore zu 

untersuchen, wurden Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie (FCS)-Messungen 

durchgeführt. Es wurden zwei verschiedene FCS-Aufbauten dafür verwendet. Für die 

Fluorophore Al647 und Atto (At)655 wurde ein inverses Mikroskop von Zeiss 

(Axiovert 100 TV) genutzt. Die Farbstoffe in den Proben wurden mit einem 637 nm 

Dioden-Laser (Coherent) angeregt, dessen maximale Leistung von 50 mW mit einem 

Graufilterrad reduziert werden konnte. Der Laserstrahl wurde mit einem dichroitischen 

Spiegel (645DLRP, Omega Optics) in ein Ölimmersionsobjektiv (63x/1,4, Plan 

Apochromat, Zeiss) gelenkt, das mit einer Temperaturkontrolle ausgestattet war, sodass 

Temperaturschwankungen ausgeglichen werden konnten. Das Fluoreszenzlicht wurde 

mit einem Bandpassfilter (700DF75, Omega Optics) gefiltert, bevor es von einem 50:50 

Strahlenteiler auf zwei Multimodefasern gelenkt wurde. Diese optischen Fasern mit 

einem Durchmesser von 100 µm, übernahmen dabei die Funktion eines Pinholes, sodass 

alle Photonen, die nicht aus dem Fokus stammten, herausgefiltert wurden. Das 

Fluoreszenzlicht wurde dann von zwei Avalanche-Photodioden (SPCM-AQR-15-FC, 

Perkin Elmer), die eine Totzeit von 50 ns besaßen, detektiert. Von dort wurden die 

Signale an einen Korrelator (5000/60XO Multiple Tau-Digital Real Correlator, ALV) 

übertragen, der sie in Echtzeit über Kreuzkorrelation verarbeitete, womit eine zeitliche 

Auflösung von 6,23 ns erreicht wurde. Der zweite Aufbau war sehr ähnlich aufgebaut, 

wobei dieser mit einem 488 nm (Coherent) und einem 532 nm (QIOPTIQ) Laser 

ausgestattet war, sodass die Fluorophore Al488 und Al532 gemessen werden konnten. 

Die Kreuzkorrelation wurde hier mit einem Softwarekorrelator (SymPhoTime, 

PicoQuant) berechnet.  

Die Messungen wurden in PBS mit 0,005% Tween und verschiedenen Konzentrationen 

an COT, KI und D2O bei 20 °C durchgeführt. Die verwendeten Fluorophore mit ihren 

Modifikationen sind in Tabelle 4 aufgelistet. Die erhaltenen Kreuzkorrelationsgraphen 

wurden in Origin8.6 mit der Gleichung 9 gefittet und die Triplettamplitude und 

Triplettzeit bestimmt. 
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Tabelle 4: Fluorophore mit ihren Modifikation, die mittels FCS gemessen wurden. Alle Al-Fluorophore 

wurden von Thermo Fisher bezogen, während Atto655 von der Firme Atto-Tec hergestellt wurde. 

Fluorophor Modifikation 

Al488 anti-β-Tubulin IgG 

Al532 Phalloidin 

Al532 anti-β-Tubulin IgG 

Al647 Phalloidin 

Al647 anti-β-Tubulin IgG 

Atto655 Phalloidin 

 

3.2.2 Konfokale Laser-Raster-Mikroskopie 

Konfokale Aufnahmen wurden an einem Laser-Scanning-Mikroskop LSM700 von 

Zeiss generiert. Dieses war mit einem 63x/1,40 Ölimmersionsobjektiv ausgestattet. Je 

nach verwendetem Fluorophor wurde mit einem blauen Festkörperlaser (488 nm, 

10 mW) oder einem roten Festkörperlaser (639 nm, 5 mW) angeregt. Das Pinhole 

wurde immer auf 1 AU (engl.: Airy Unit) gesetzt. Sollte die Intensität bei verschiedenen 

Proben verglichen werden, wurden identische Einstellungen gewählt. Zur Detektion der 

Fluoreszenz standen zwei hoch-sensitive PMT (engl.: Photomultiplier) Detektoren zur 

Verfügung. 

3.2.3 Strukturierte Beleuchtungsmikroskopie 

Um die mit Ceramidanaloga gefütterten und mit DBCO-Cy5 geklickten Jurkat-Zellen 

hochaufzulösen, wurden sie mit einem Mikroskop mit strukturierter Beleuchtung (engl. 

structured illumination microscope, SIM) (ELYRA S.1, Zeiss) gemessen. Die 

Messungen wurden mit einem invertierten Axio Observer Z1 Stativ durchgeführt, das 

mit einem Plan-Apochromat Ölimmersionsobjektiv (63x/1,40) ausgestattet war. Die 

Fluorophore wurden mit einem 642 nm Festkörperlaser angeregt und mit einer 

PCO.edge 5.5 sCMOS Kamera detektiert. Z-Stapel wurden mit 3 Rotationen und 5 

Phasen für jede z-Ebene generiert, wobei diese 100 nm auseinander lagen. Die SIM-

Bilder wurden mit der Zen 2012 SP1 Software berechnet und mit Fiji bearbeitet. 

3.2.4 Hochauflösende Einzelmolekül-Fluoreszenz-Mikroskopie 

Die SMLM-Aufnahmen wurden entweder an einem 2D oder an einem 3D 

schwingungsgedämpften Weitfeld-Aufbau generiert. Für 2D-Messungen wurden ein 

invertiertes Weitfeldmikroskop (IX-71, Olympus), das mit einem Ölimmersionsobjektiv 
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(63x/1,45, Olympus) ausgestattet war, verwendet. Um während den Aufnahmen Drift zu 

minimieren, wurde eine Nosepiece Stage (IX2-NPS, Olympus) genutzt. Für dSTORM-

Messungen wurde je nach Fluorophor entweder mit einem 641 nm Laser (Cube 640-

100C, Coherent), einem 488 nm Laser (Sapphire 488-100, Coherent) oder einem 

532 nm Laser (Nano 250-532-100, Linos) angeregt. Für PALM-Messungen wurde ein 

568 nm Laser (Sapphire 568, Coherent) zum Anregen der Fluorophore verwendet und 

zusätzlich ein UV Laser (405 nm, Cube 405-100C, Coherent) um die Fluorophore zu 

photokonvertieren. Das Licht jedes Lasers wurde zunächst mit einem passenden 

schmalen Bandpassfilter aufgereinigt (Bright Line HC 642/10, Semrock und Z568/10, 

532/10, 488/10, Chroma) bevor es mit Hilfe mehrere Spiegel in einen gemeinsamen 

Strahlengang gelenkt wurde. Durch manuell auswechselbare Linsen wurde es erst 

aufgeweitet, bevor es dann über eine weitere Linse in die hintere Fokalebene des 

Objektivs fokussiert wurde. Um das Emissionslicht von dem Anregungslicht zu trennen, 

wurde ein passender Strahlenteiler vor dem Objektiv verwendet (HC560/659, 

BrightLine 410/504/582/669, HC BS 680 imaging, Semrock). Bevor das Emissionslicht 

mit einer EMCCD Kamera (iXon, Andor) detektiert wurde, wurde es noch mit 

Bandpass- (HC697/75, HC630/92, HC582/75, HC Quadband 440/521/607/700, 

Semrock) und/oder Langpassfilter (LP647, LP575, LP488, Semrock) gefiltert.  

Für 3D dSTORM-Messungen [Proppert et al., 2014] wurde ein Zeiss Axio Observer Z1 

Stativ verwendet, das mit einem Wasserimmersionsobjektiv (LD C-Apochromat 

63x/1,15 W Corr M27, Zeiss) ausgestattet war. Die Al647-Fluorophore wurden mit 

einem 150 mW 640 nm Laser (iBeam Smart 640-S, Toptica) angeregt, der mit einem 

Bandpassfilter (MaxDiode LD01-640/8, Semrock) spektral aufgereinigt wurde. Vor 

dem Objektiv wurde ein Strahlenteiler (BrightLine Di01-R405/466/532/635-25x36, 

Semrock) und ein Bandpasssfilter (ZET405/488/532/642m, Chroma) platziert. Um 

Astigmatismus der PSF einzuführen, wurde eine 250 nm achromatische Zylinderlinse 

(Thorlabs) in den Emissionsstrahlengang gestellt. Um das Emissionslicht weiter 

aufzureinigen, wurde es mit einem weiteren Bandpassfilter (ET700/75m, Chroma) 

gefiltert, bevor es mit einer EMCCD Kamera (iXon Ultra DU897U-CSO; Andor) 

detektiert wurde.  

3.2.5 Durchführung der SMLM-Messungen 

Für das Photoschalten der Fluorophore bei dSTORM-Messungen (Kapitel 2.3.3) wurde 

ein Puffer aus β-Mercaptoethylamin (MEA; Sigma-Aldrich) in PBS angesetzt, der 

immer kurz vor der Messung frisch hergestellt wurde. Wurde bei einer Messung nur der 
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Farbstoff Al647 oder Cy5 verwendet, wurden 100 mM MEA gelöst und mit 5 M KOH 

auf einen pH-Wert von 7,4 eingestellt. Bei Messungen mit Al532 wurde ein 

Schaltpuffer mit 100 mM MEA und einem pH-Wert von 7,6 verwendet, mit Al488 

80 mM MEA und einem pH-Wert von 8 und mit Atto655 (At655) 20 mM MEA, pH 

7,4. Wurde die Probe nur mit Al647 oder Cy5 angefärbt, wurde manchmal noch 

zusätzlich zu dem MEA 2% Glukose, 4 U/ml Glukoseoxidase und 80 U/ml Katalase 

hinzugegeben, um Sauerstoff enzymatisch aus der Lösung zu entfernen.  

Für jede 2D dSTORM-Messung wurden 15 000 Bilder mit einer Bildrate von 50 Hz 

aufgenommen und für jede 3D-Messung mindestens 30 000 Bilder mit einer Rate von 

54 Hz. Bei PALM-Messungen wurde die Bildrate auf 10 Hz eingestellt. 

Bei Zwei-Farben-Messungen wurden vor den Messungen TetraSpecks (Invitrogen) mit 

den verwendeten Laserlinien aufgenommen, um die beiden Detektionskanäle 

übereinander zu legen.  

3.2.6 Rekonstruktion von SMLM Daten 

Um die mit SMLM aufgenommenen Bilder zu rekonstruieren, wurde die Software 

rapidSTORM 3.3.1 [Wolter et al., 2012] verwendet. Mit der Software können die 

Positionen aller detektierten Lokalisationen durch Anpassung ihrer Intensitätsverteilung 

mit einer 2D-Gaußfunktion ermittelt werden. Bei 3D-Aufnahmen wird die z-Koordinate 

mit der zusätzlichen Information der Stärke und Richtung des durch eine Zylinderlinse 

induzierten Astigmatismus der PSF berechnet. Um Hintergrundsignal raus zu filtern, 

kann eine Mindestanzahl von Photonen pro Lokalisation angegeben werden. Die 

Positionen der verbleibenden Lokalisationen werden dann in Pixel mit einer Größe von 

10 nm gebinnt, sodass ein hochaufgelöstes Bild erzeugt wird. Gleichzeitig generiert 

rapidSTORM eine Lokalisierungsdatei, in der die Positionen, Intensitäten und 

Bildnummern aufgelistet sind. 

Um die Anzahl der Lokalisationen pro Fluorophor zu bestimmen, wurde das “track 

emissions“ Modul (Kalman-Filter) in rapidSTORM verwendet.  

3.2.7 Analyse von SMLM Daten 

Die Lokalisierungsdateien wurden verwendet, um die Daten weiter zu analysieren. Um 

zum Beispiel die Intensitätsverteilungen zu untersuchen, wurden die aufgelisteten 

Intensitäten in der Lokalisierungsdatei, mit der Software Origin (Version 8.6) graphisch 

dargestellt und die mittleren Intensitäten berechnet. Colokalisierungsanalysen, 

Clusteranalysen und die Ermittlungen der Lokalisationen pro Fläche wurden mit der 
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Software LAMA [Malkusch & Heilemann, 2016] durchgeführt. Eine genaue Anleitung 

für diese Software steht unter http://user.uni-frankfurt.de/~malkusch/lama.html zur 

Verfügung. Um Verteilungen von Molekülen zu untersuchen, wurden zunächst mehrere 

2 x 2 µm² große Bildausschnitte (engl. region of interest, ROI) eines hochaufgelösten 

Bildes mit Fiji ausgewählt und mit LAMA deren Ripley’s H-Funktionen (Gleichung 15) 

bestimmt. Das Maximum der Ripley’s H-Funktion (rMax) liegt zwischen dem Radius 

und dem Durchmesser der Cluster, sodass zunächst nur eine Aussage über das 

grundsätzliche Vorhandensein von Clustern und deren ungefähre Größe getroffen 

werden kann (Kapitel 2.3.4). Aus diesem Grund wurden die Ergebnisse aus der Ripley-

basierten Clusteranalyse genutzt, um mit einer morphologischen Clusteranalyse (MCA) 

detaillierte Ergebnisse über die Cluster zu erhalten. Es wurden, wenn nicht anders 

angegeben, nur die Cluster ausgewertet, deren Radius zwischen rMax und rMax/2 lag. Mit 

LAMA wurden zunächst alle Lokalisationen in Pixel mit einer Größe von 10 nm 

gebinnt und so ein zwei-dimensionales Histogramm generiert. Ein Schwellenwert wurde 

angegeben, um aus diesem ein binäres Bild zu generieren, von dem wiederum eine 

Maske erstellt wurde. Basierend auf dieser Maske, konnte dann die ungefähre Größe, 

Anzahl und Form der Cluster berechnet werden. Um die Anzahl der Lokalisationen pro 

Cluster zu bestimmen, wurde die Maske über das ursprüngliche Histogramm gelegt. 

Um die Colokalisation des Signals von der Färbung mit CTxB-Al488 und den Al647 

markierten Ceramid Antikörper zu untersuchen, wurde die Funktion CBC (engl. 

coordinate based colocalization) (Kapitel 2.3.4) in LAMA verwendet. Chromatische 

Aberrationen wurden mit einer nichtlinearen Transformationsmatrix, die aus den 

Messungen der TetraSpecks erstellt wurde, korrigiert. 
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4 Ergebnisse und Diskussion 

4.1 Eliminierung von Artefakten in der SMLM 

Die Lokalisationsmikroskopie wird durch ihre Fähigkeit kleinste Strukturen mit 

Nanometer-Genauigkeit und –Auflösung abzubilden, immer populärer. Da die 

Mikroskop-Aufbauten für die Messungen relativ einfach sind (Holm, 2014), 

ausführliche Protokolle für die Durchführung veröffentlicht sind (Linde, 2011, 

Dempsey 2011) und Rekonstruktionsprogramme für die Aufnahmen frei verfügbar sind, 

findet sie eine breite Anwendung in verschiedensten Forschungsgebieten. Dies birgt 

auch Gefahren. Werden die Messungen nicht richtig durchgeführt, können Artefakte 

entstehen, aus denen dann falsche Schlüsse gezogen werden können. Im ersten Teil der 

Dissertation wurden Fehlerquellen bei dSTORM-Messungen genauer beleuchtet. Da die 

Lokalisationspräzision direkt mit der Anzahl der emittierten Photonen zusammenhängt, 

wurden zunächst verschiedene chemische Additive auf ihre Fähigkeit diese zu erhöhen, 

untersucht. Es wurde außerdem die Auswirkung einer zu niedrigen Photoschaltrate der 

Fluorophore auf die Verteilungen der Lokalisationen überprüft und Strategien 

entwickelt, Artefakte zu erkennen. Da im zweiten Teil der Dissertation hauptsächlich 

Plasmamembran-Ceramide mit Hilfe immunhistochemischer Färbungen und dSTORM-

Messungen untersucht werden sollte, wurde auch auf mögliche Artefakte bei diesen 

eingegangen. 

4.1.1 Artefakte durch zu niedrige Photonenzahl 

Bei dSTORM-Messungen sind zwei verschiedene photochemische Prozesse notwendig. 

Zum einen sollen viele Fluorophore über den Triplettzustand in den Aus-Zustand 

reduziert werden, was über Thiolate erreicht wird. Zum anderen sollen jedoch die 

Fluorophore, die sich gerade im An-Zustand befinden, möglichst schnell wieder aus 

dem Triplettzustand in den Grundzustand relaxieren, damit möglichst viele Photonen 

detektiert werden können. Denn wie in Kapitel 2.3.2 aufgeführt, hängt die Präzision der 

Moleküllokalisierung von der Photonenzahl ab. Je mehr Photonen ein Fluorophor 

emittiert, desto genauer kann seine Position bestimmt werden und desto genauer wird 

die markierte Struktur abgebildet. Ziel dieses Projekts war es verschiedene chemische 

Additive hinsichtlich ihrer Fähigkeit die Photonenzahl von Fluorophoren, die bei 

dSTORM-Messungen eingesetzt werden können, zu untersuchen. Es sind mittlerweile 

eine Reihe von Additiven auf ihre Eignung als Triplettlöscher überprüft worden, jedoch 

nur in Ensemblemessungen [Evans, 1957; Snavely & Schäfer, 1969; Pappalardo, 1970; 
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Liphardt et al., 1982; Zheng et al., 2012; Zheng et al., 2016;]. Es wurde zunächst mit 

Fluoreszenzkorrelationsmessungen (FCS) die Veränderungen des Triplettzustands von 

Al488, Al532, Al647 und At655 bei Zugabe von Cyclooctatetraen (COT), Kaliumiodid 

(KI) und Deuteriumoxid (D2O) untersucht. Danach wurden Zellen mit diesen 

Fluorophoren markiert, unterschiedliche Konzentrationen an den drei genannten 

Additiven hinzugegeben und mit dSTORM abgebildet. Aus den erhaltenen 

Lokalisationsdateien wurde die Anzahl der Photonen bestimmt. 

Die Ergebnisse aus den FCS-Messungen zeigen, dass die Additive unterschiedliche 

Auswirkungen auf die verschiedenen Fluorophore haben (Abbildung 10). Während 

2 mM COT eine Abnahme der Triplettamplitude von Al488, Al532 und Al647 um 

40-60% bewirkte, hatte COT keinen Effekt auf die Triplettamplitude von At655. 5 mM 

KI hingegen resultierte in einer Abnahme der Triplettamplitude um ~ 80% bei Al488 

und in einer Zunahme dieser bei Al532, Al647 und At655 (um den Faktor 3,5, 1,8 und 

52). Die Triplettamplitude veränderte sich nicht, wenn die Farbstoffe statt in PBS in 

D2O gemessen werden. Diese Ergebnisse stimmen mit der Literatur überein. COT wird 

als allgemeiner Triplettquencher eingesetzt. Es reagiert mit Fluorophoren im 

Triplettzustand über Triplett-Triplett Energietransfer, sodass diese wieder in den 

Grundzustand relaxieren [Zheng et al., 2016]. Dadurch sollte die Photonenausbeute der 

Fluorophore erhöht werden. KI fördert den Triplettübergang bei Fluorophoren, die im 

grünen und roten Bereich absorbieren, durch den Schweratomeffekt [Korobov & 

Chibisov, 1983; Turro et al., 2009]. Chmyrov et al. konnten 2010 zeigen, dass hingegen 

bei Fluorophoren, die im blauen Bereich Licht absorbieren, KI in mikromolaren 

Konzentrationen photooxidierte Fluorophore wieder reduziert [Chmyrov et al., 2010]. In 

millimolaren Konzentrationen bewirkt es eine Reduktion von nicht-oxidierten 

Fluorophoren. Dies bedeutet, dass die Photonenausbeute bei Fluorophoren im grünen 

und roten Bereich mit KI abnehmen sollte, im blauen Bereich hingegen zunehmen 

sollte. D2O greift nicht am Triplettzustand an, sondern bewirkt eine Verbesserung der 

Photonenausbeute dadurch, dass strahlungslose Relaxationsprozesse minimiert werden 

[Suppan, 1994]. Es ist demnach nicht verwunderlich, dass keine Veränderungen in der 

Triplettamplitude festzustellen waren. 
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Abbildung 10: Auswirkung von COT und KI auf den Triplettzustand. (a) Beispielhafte 

Kreuzkorrelationsfunktionen von Al647 mit und ohne COT. (b) Die Triplettamplitude von Al488, Al532 

und Al647 nimmt mit steigender COT-Konzentration ab, während sie bei At655 gleich bleibt. (c) Die 

Triplettamplitude von Al488 nimmt mit höherer KI-Konzentration ab, die von Al532, Al647 und At655 

zu. (d, e) Das Signal von Al647 gefärbten Mikrotubuli steigt bei Zugabe von COT bei dSTORM-

Messungen an. (f, g) Das Signal von Al532 gefärbten Mikrotubuli ist hingegen deutlich geringer mit KI 

als ohne. Maßbalken: 1 µm (d-g). 

Die FCS-Messungen wurden ohne Zugabe von Thiolat oder Sauerstoff-entfernende-

Enzyme durchgeführt. Bei dSTORM-Messungen sind diese jedoch notwendig, damit 

sich genügend Fluorophore im Aus-Zustand befinden. Die Bedingungen sind somit 

unterschiedlich und eine mit der FCS gemessene Abnahme der Triplettamplitude 

resultiert nicht zwangsläufig in einer Zunahme der Photonenzahl bei dSTORM-

Messungen. Dies ist auch bei den Messungen mit COT der Fall (Tabelle 5). Während 

die Photonenzahl bei Al647 mit 2 mM zunahm (um ~ 60%), was der Abnahme der 

Triplettamplitude bei den FCS-Messungen entspricht, war keine Veränderung bei Al532 

erkennbar. Was genau der Grund für diese Widersprüchlichkeit ist, konnte hier nicht 

geklärt werden. Bei At655 blieb die Intensität weitestgehend konstant, was mit den 

FCS-Messungen übereinstimmt.  

Die Ergebnisse der dSTORM-Messungen mit KI stimmen mit den FCS-Ergebnissen 

überein. Die Photonenzahl nahm bei Al532 und Al647 durch Zugabe von 5 mM KI ab 

(um 30-40%). Was dadurch erklärbar ist, dass KI den Übergang von grün/rot 

absorbierenden Fluorophoren in den Triplettzustand fördert und somit diese 

Fluorophore keine Photonen emittieren können. Bei Al488 nahm die Intensität zunächst 

sehr leicht zu (um ~ 10%), bei höheren KI-Konzentrationen (> 1 mM) jedoch wieder ab 

(bei 5 mM um ~ 40%). Vorstellbar ist, dass bei niedrigen KI-Konzentrationen die 

Reduktion der photooxidierten Fluorophore gefördert wird, sodass Fluorophore 
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zunächst mehr Photonen aussenden können. Da jedoch bei höheren KI-Konzentrationen 

nicht-photooxidierte Fluorophore reduziert werden und bei dSTORM-Messungen wenig 

Sauerstoff vorhanden ist, um sie daraus wieder zu oxidieren, nimmt die Intensität ab.  

Tabelle 5: Auswirkung verschiedener Triplettlöscher und D2O auf die Anzahl der detektierten Photonen 

pro Fluorophor bei dSTORM-Messungen. k.A. = keine Angaben vorhanden, = = keine Auswirkungen, - = 

1,1-1,4 fache Abnahme der Photonenzahl, -- = 1,5-1,9 fache Abnahme, + = 1,1-1,4 fache Zunahme der 

Photonenzahl, ++ = 1,5-1,9 fache Zunahme.  

Farbstoff COT KI D2O 

Al488 k. A. = k. A. 

Al532 = -- k. A. 

Al647 ++ -- = 

At655 = k. A. = 

 

Beim Vergleich der Photonenzahlen, gemessen in MEA/PBS und MEA/D2O wurde 

festgestellt, dass sich die Anzahl der Photonen pro Fluorophor und Einzelbild mit D2O 

erhöht, da weniger oft ein angeregtes Farbstoffmolekül seine Energie auf ein schweres 

Wasserstoffmolekül überträgt. Allerdings bleichen die Fluorophore schneller in D2O, 

sodass letztendlich die gleiche Anzahl an Photonen detektiert wird. Klehs et al. 

veröffentlichten während der Durchführung dieses Projekts genau diese Beobachtungen 

[Klehs et al., 2014].  

Insgesamt konnte gezeigt werden, dass nur COT und nur bei Al647 einen signifikanten 

positiven Effekt auf die Photonenzahl bei dSTORM-Messungen hat. KI in niedrigen 

Konzentrationen resultiert bei Al488 in einer geringen Signalsteigerung. Bei allen 

anderen Additiven und Fluorophoren nimmt die Photonenzahl ab oder verändert sich 

kaum. Mit D2O kann bei Al647 und At655 schneller die gleiche Anzahl von Photonen 

detektiert werden, wodurch es bei Messungen, die schnell durchgeführt werden müssen, 

wie zum Beispiel Lebendzellmessungen, verwendet werden kann. 

4.1.2 Artefakte durch zu niedrige Photoschaltraten 

Selbst wenn Fluorophore verwendet werden, mit denen theoretisch eine hohe 

Photonenausbeute erhalten werden kann, müssen weitere Faktoren beachtet werden, um 

ein hochaufgelöste Bild mit SMLM-Techniken zu generieren. Wie van de Linde et al. 

2010 gezeigt haben, leidet die strukturelle Auflösung, wenn mehr als ein Fluorophor in 
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einer zwei-dimensionalen auflösungsbegrenzten Fläche gleichzeitig emittieren und die 

PSFs dieser sich überlappen [van de Linde et al., 2010]. Zwei eng liegende Filamente, 

wie zum Beispiel Mikrotubuli, können dann nicht mehr als diese aufgelöst werden, da 

das Auswerteprogramm falsche Lokalisationen zwischen den eigentlichen Positionen 

der Fluorophore erzeugt. Grundsätzlich sollte nicht mehr als ein Emitter pro µm² an 

sein, um ein Artefakt-freies rekonstruiertes Bild zu erhalten [Wolter et al., 2011]. Es 

gibt verschiedene Gründe, die dazu führen, dass zu viele Fluorophore gleichzeitig an 

sind. Bei PALM-Messungen zum Beispiel kann die Photoaktivierungsleistung zu hoch 

gewählt sein. Bei dSTORM-Messungen muss hingegen darauf geachtet werden, dass 

der Schaltpuffer die richtige Konzentration an Reduktionsmittel und einen geeigneten 

pH-Wert enthält. Sind zu viele Fluorophore gleichzeitig an, kann zum Beispiel der pH-

Wert hinaufgesetzt werden. Wenn bei sehr dicht markierten Strukturen, die zum 

Beispiel mit Antikörpern angefärbt wurden, dies nicht zum gewünschten Ergebnis führt, 

kann auch eine geringere Konzentration an Fluorophor-markierten Antikörpern 

verwendet werden. Wobei dabei das Nyquist-Shannon Kriterium nicht vergessen 

werden darf; denn ist die Struktur zu dünn markiert, kann sie ebenfalls strukturell nicht 

aufgelöst werden. Ein weiterer Punkt, der zu nicht ausreichenden Photoschaltraten führt, 

ist eine zu niedrige Anregungsleistung. 

In diesem Projekt, das in Zusammenarbeit mit Sebastian Letschert vom Lehrstuhl für 

Biotechnologie und Biophysik der Universität Würzburg bearbeitet wurde, wurde zum 

einen die Auswirkungen von zu niedrigen Photoschaltraten auf Mikrotubuli und 

Mitochondrien untersucht. Da sich die vorliegende Arbeit jedoch mit der Untersuchung 

von Membranmolekülen beschäftigt, wurden hauptsächlich die Konsequenzen auf diese 

überprüft [Burgert et al., 2015]. Es wurden membranassoziierte Glykane über die 

kupferfreie Click-Chemie fluoreszenzmarkiert und Sialinsäure und N-Acetylglukosamin 

über Al647-markiertes WGA angefärbt. Die dadurch erreichte hohe Fluorophordichte in 

der basalen und apikalen Plasmamembran wurde anschließend mit verschiedenen 

Anregungsleistungen visualisiert. Dabei wurde bei allen angefärbten Strukturen, die mit 

niedrigen Laserleistungen (< 1 kW/cm²) gemessen wurden, große Cluster mit sehr 

hohem Signal sichtbar (Abbildung 11). Diese wurden umso größer je niedriger die 

Anregungsleistung gewählt wurde.  
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Abbildung 11: Zu niedrige Laserleistungen bei dSTORM-Messungen, können bei dicht gefärbten Proben 

zu artifiziellen Clustern führen. (a) zeigt eine Weitfeld-Fluoreszenzaufnahme von Al647 gefärbten 

Mikrotubuli und (d) und (g) Weitfeld-Fluoreszenzaufnahmen der apikalen bzw. basalen Plasmamembran 

von WGA-Al647 gefärbten U2OS-Zellen. (b), (e) und (h) sind die dazugehörigen dSTORM-Aufnahmen, 

gemessen bei einer Anregungsintensität von ~ 7 kW cm-². Hier ist eine durchgängige Färbung und 

homogene Verteilung der Fluorophore erkennbar. Überkreuzende Mikrotubuli (1) und dicht markierte 

Mikrovilli (3, 4) bzw. Vesikel-ähnliche Strukturen (7) sind klar zu erkennen. (c), (f) und (i) zeigen die 

gleichen Zellen, gemessen bei einer Anregungsintensität von ≤ 0.5 kW cm-2. Hier können überkreuzende 

oder dicht liegende Mikrotubuli (2) bzw. dicht markierte Strukturen (5, 6, 8) durch eine zu niedrige 

Photoschaltrate der Fluorophore nicht richtig aufgelöst werden und erscheinen als artifizielle Cluster. Die 

Insets in (h) und (i) zeigen Einzelbilder aus den entsprechenden Rohfilmen. Maßbalken: 2 µm (a-i und 

Insets) und 300 nm (1-8). Abbildung aus [Burgert et al., 2015] mit Erlaubnis von Springer, leicht 

modifiziert, © Springer-Verlag Berlin Heidelberg 2015. 

Um diese hellen Cluster waren schwarze Flächen, es wurden demnach dort keine 

Lokalisationen angezeigt. rapidSTORM, das Programm, mit dem die Bilder 

rekonstruiert wurden, fittet die PSF eines Emitters mit einer Gaußfunktion an (Kapitel 

3.2.6). Wenn nun jedoch mehrere Fluorophore gleichzeitig in einer beugungsbegrenzten 

Fläche an sind, wird das Signal von diesen aufsummiert und als eine sehr helle 

Lokalisation dargestellt. Um diese helle Lokalisation ist dann lokal ein sehr schlechtes 

Signal-zu-Hintergrund Verhältnis. Da rapidSTORM die Unterscheidung von wahren 

Lokalisationen zu Hintergrundsignal über das Verhältnis vom Gaußmaximum zum  -

minimum, also lokalem Hintergrund, festmacht, werden einzelne Emitter als 

Hintergrund erkannt und somit verworfen. Dadurch entstehen große, sehr helle Cluster, 
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um die herum keine Lokalisationen angezeigt werden. Dieser Effekt wird umso mehr 

verstärkt, je höher die Mindestanzahl an Photonen pro Lokalisation (= Intensitäts-

Threshold) in rapidSTORM gewählt wird (Abbildung 12). Der Grund hierfür ist, dass 

bei Erhöhung des Intensitäts-Thresholds immer mehr einzelne Lokalisationen 

rausgefiltert und letztendlich nur noch die hohen aufsummierten Signale der 

Fluorophore, die gleichzeitig an sind, dargestellt werden. 

 

Abbildung 12: Mit höher gewähltem Intensitäts-Threshold in rapidSTORM nehmen die Flächen ohne 

Lokalisationen zu. Mikrotubuli in U2OS-Zellen wurden über indirekte Immunhistochemie mit Al647 

angefärbt und mit einer Anregungsleistung von ~ 0,1 kW cm-2 gemessen. Die dSTORM-Aufnahmen 

wurden mit rapidSTORM rekonstruiert, wobei der Intensitäts-Threshold variiert wurde (0-440 Photonen). 

Maßbalken: 2 µm. Abbildung aus [Burgert et al., 2015] mit Erlaubnis von Springer, modifiziert, 

© Springer-Verlag Berlin Heidelberg 2015. 

Während bei den bekannten Strukturen von Mikrotubuli und Mitochondrien klar zu 

erkennen ist, dass diese nicht richtig abgebildet wurden, ist bei den Aufnahmen der 

Plasmamembranen nicht auf den ersten Blick zu erkennen, dass die abgebildeten Cluster 

keine wirklichen Cluster sind. Erst bei einem Vergleich mit den Bildern, die mit hohen 

Laserleistungen (~ 7 kW cm-²) generiert wurden, waren diese artifiziellen Cluster als 

zum Beispiel Mikrovilli, Vesikel oder überlagerte Membranen zu erkennen (Abbildung 

11). Die Moleküle waren hingegen homogen in der Plasmamembran verteilt, was durch 

eine Ripley’s H-Funktion-basierte Clusteranalyse gezeigt werden konnte (Abbildung 

13). Sie wurde bei WGA-Al647 gefärbten und mit unterschiedlichen 

Anregungsleistungen aufgenommenen U2OS-Zellen durchgeführt. Dabei wurde immer 

der gleiche Bereich auf der apikalen und basalen Plasmamembran einer Zelle mit 

~ 0,1 kW cm-2, ~ 0,3 kW cm-2 und ~ 7 kW cm-2 aufgenommen und die Ripley’s H-

Funktionen miteinander verglichen. Das Maximum der Ripley’s H-Funktion bei 

~ 7 kW cm-2 betrug dabei ~ 30 nm, was der wiederholten Lokalisierung einzelner 

Fluorophore entspricht. Der Peak der Ripley’s H-Funktionen, die aus den Messungen 

mit niedrigeren Anregungsleistungen erhalten wurden, waren zu größerem r verschoben 

und breiter, was erkennen lässt, dass die Clustergröße auf größeren Längenskalen 

variiert.  
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Abbildung 13: Plasmamembran-Cluster werden mit niedrigeren Anregungsleistung größer. U2OS-Zellen 

wurden mit WGA-Al647 gefärbt. (a) und (b) zeigen binäre dSTORM Bilder der apikalen (a) und basalen 

(b) Plasmamembran. Die jeweils gleiche Stelle wurde mit ~ 0,1 kW cm-2 (schwarze), ~ 0,3 kW cm-2 

(magenta) und ~ 7 kW cm-2 (grün) aufgenommen. Bei einer Anregungsleistung von ~ 7 kW cm-2 weisen 

die Ripley’s H-Funktionen ein Maximum von ~ 30 nm auf, was der wiederholten Lokalisierung einzelner 

Fluorophore entspricht. Bei niedrigeren Laserleistungen werden die Peaks der Ripley’s H-Funktionen 

breiter und das Maximum befindet sich bei größeren r-Werten. Maßbalken: 300 nm. Abbildung aus 

[Burgert et al., 2015] mit Erlaubnis von Springer, leicht modifiziert, © Springer-Verlag Berlin 

Heidelberg 2015. 

Die Messungen zeigen, dass Aufnahmen von Plasmamembranen besonders anfällig für 

artifizielle Cluster sind, da hier viele inhomogene und lokal dichte Regionen 

vorkommen, wie zum Beispiel Membranein- und -ausstülpungen oder Vesikel, die 

vollgepackt mit Fluorophoren und dicht bei der Membran lokalisiert sind. Es ist somit 

besonders wichtig, die Photoschaltraten bei diesen dSTORM-Messungen zu überprüfen. 

Dies kann zum Beispiel über die sorgfältige Sichtung der unbearbeiteten Filme erfolgen. 

Sie liefern direkte Informationen über Emitterdichten, Photoschaltraten oder zum 

Beispiel Drift. Aber auch 3D (d)STORM-Messungen [Huang et al., 2008] bzw. 3D 

hochauflösende Lokalisationstechniken mit verbesserter axiale Auflösung durch die 

Analyse der Emission über dem kritischen Winkel (engl.: supercritical angle 

fluorescence) [Deschamps et al., 2014; Bourg et al., 2015], können helfen wirklich 

vorhandene Cluster von anderen 3D Strukturen zu unterscheiden. Eine weitere 

Möglichkeit besteht darin, am Deckglas-anhaftende Zellen zu beschallen, wodurch nur 

noch die basale Membran vorhanden bleibt [Avery et al., 2000]. Dadurch kann 

sichergestellt werden, dass keine angefärbten Strukturen die im Cytosol vorliegen, 

fälschlicherweise als Plasmamembrancluster aufgenommen werden.  
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Ferner zeigen die Ergebnisse, dass die Photoschaltrate durch Erhöhung der 

Laserleistung verbessert werden kann. Dabei muss jedoch bedacht werden, dass zum 

einen die Kameras nicht unendlich schnell sind und zum anderen bei höherer 

Anregungsleistung die Fluorophore stärker gebleicht werden. Die Laserleistung darf 

also auch nicht zu hoch gewählt werden. Ob die Fluorophore bleichen, kann ebenfalls in 

den Rohfilmen überprüft werden. Ist es nicht möglich, die Photoschaltrate ausreichend 

zu erhöhen, kann auch auf die Auswertesoftware DAOSTORM [Holden et al., 2011] 

ausgewichen werden. Sie fittet nacheinander mehrere PSFs, zunächst an die hellsten 

Fluoreszenzpunkte und dann schrittweise an die restlichen Signale. Dies wird mehrmals 

wiederholt, sodass letztendlich auch sich überlappende PSFs angefittet werden können. 

Mit dieser Methode können auch Aufnahmen mit einer Emitterdichte von bis zu 10 

Molekülen pro µm² Artefakte-frei ausgewertet werden. Eine weitere Methode, mit der 

es möglich ist, dicht markierte Proben aufzulösen, stellt SOFI (engl.: super-resolution 

optical fluctuation imaging) dar [Dertinger et al., 2009]. SOFI macht sich sämtliche 

stochastische Emissionsfluktuationen zu Nutze und berechnet durch Autokorrelation ein 

hochaufgelöstes Bild. SOFI und DAOSTORM erzielen allerdings bei zu hoher 

Emitterdichte auch eine niedrigere Lokalisationsgenauigkeit.  

4.1.3 Artefakte durch die Probenpräparation 

Nicht nur die falsche Anwendung der SMLM kann in artifiziellen Clustern resultieren, 

theoretisch könnte auch schon die Probenpräparation zu einem verfälschten Ergebnis 

führen. Neben der Fixierung (Kapitel 3.1.4) ist die Färbemethode (Kapitel 2.2.1) ein 

wichtiger Schritt dabei. Das Anfärben über die Click-Chemie ist eine Methode, die sehr 

effizient ist und da sich der Farbstoff direkt an dem Zielmolekül befindet, kann sie zu 

einer verbesserten Auflösung führen. Doch nicht für jedes zu untersuchende Molekül 

kann die Click-Chemie eingesetzt werden. Zum einen da nicht für jedes Molekül eine 

klickbare Verbindung vorhanden ist, zum anderen vertragen die Zellen nicht alle 

modifizierten Moleküle. Die am häufigsten eingesetzte Markierungsstrategie ist die 

Antikörperfärbung. Es sind mittlerweile eine Vielzahl von Antikörpern gegen die 

verschiedensten Moleküle vorhanden. Auch bei den folgenden biologischen Projekten 

kamen hauptsächlich Antikörper zur Verwendung. Manche davon waren dabei direkt 

mit einem oder mehreren Fluorophoren verbunden, bei anderen musste ein zweiter 

Farbstoff-markierter Antikörper verwendet werden. Das Problem von Antikörpern ist 

deren vergleichsweise große Größe und dass sie theoretisch bei nicht richtig fixierten 

Proben Moleküle oder primäre Antikörper quervernetzen können und somit artifizielle 
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Cluster bilden. Um das zu überprüfen, wurden U2OS-Zellen zunächst mit Azid-

modifizierter Galaktose (GalNaz) gefüttert, über die Click-Chemie mit Al647 angefärbt 

und mit Formaldehyd fixiert. Letschert et al. veröffentlichten Ergebnisse, die zeigen, 

dass Glykane homogen in der Plasmamembran verteilt sind [Letschert et al., 2014].  

 

Abbildung 14: Antikörper erzeugen nicht generell Cluster auf der Plasmamembran. U2OS-Zellen 

wurden mit 25 µM GalNaz inkubiert und nach 2 Tagen über die kupferkatalysierte Click-Chemie mit 

Al647 angefärbt (click) (d). Ein Teil der Zellen wurde direkt mit dSTORM gemessen, die anderen 

wurden noch mit einem Antikörper gegen Al647(click+αAl647) und einem Al532 markierten Antikörper, 

der an den ersten bindet, gefärbt (click+αAl647+ααAl647-Al532) (a, b, e, f). Bei diesen wurde das Signal 

von Al647 (rot) und das Signal von Al532 (grün) mit dSTORM hochaufgelöst (e bzw. f) oder eine 

Weitfeld-Fluoreszenzaufnahme erzeugt (a bzw. b). Die Lokalisationen aus den dSTORM-Messungen 

wurden mit der Ripley-basierten Clusteranalyse untersucht. Alle Ripley’s H-Funktionen haben ein 

Maximum bei r ~ 28 nm, was der wiederholten Lokalisierung einzelner Fluorophore entspricht. 

Maßbalken: 10 µm (a,b) und 8 µm (d-f). 

Dies zeigen auch die hier erhaltenen dSTORM-Aufnahmen und die Clusteranalyse 

(Abbildung 14d bzw. Abbildung 14c). Es waren keine Cluster auf der Plasmamembran 

zu erkennen und das Maximum der Ripley’s H-Funktion lag bei r ~ 28 nm, was der 

wiederholten Lokalisierung einzelner Fluorophore entspricht. Danach wurden die 

geklickten und mit Formaldehyd fixierten Zellen mit einem Al647-bindenden IgG-

Antikörper inkubiert. Bei einem Teil der Zellen wurden anschließend noch die primären 

Antikörper mit einem zweiten Al532-markierten IgG-Antikörper gefärbt. Die Zellen 

wurden zur Nachfixierung abschließend mit Formaldehyd und Glutaraldehyd behandelt. 

Bei unvollständiger Fixierung der Moleküle oder Quervernetzung der Antikörper hätten 
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nun Cluster auf der Plasmamembran erkennbar sein sollen. Es waren jedoch keinerlei 

Cluster auf den dSTORM-Aufnahmen der Antikörper behandelten Zellen sichtbar, egal 

ob das Signal von Al647 (Click-Chemie) oder das von Al532 (sekundärer Antikörper) 

detektiert wurde (Abbildung 14e und Abbildung 14f). Auch von diesen Aufnahmen 

wurde eine Clusteranalyse durchgeführt. Die Ripley’s H-Funktionen zeigten den 

gleichen Verlauf wie die der Zellen ohne Antikörper, sodass eine artifizielle Cluster-

Bildung der Moleküle durch die Antikörperinkubation ausgeschlossen werden kann.  

Die Ergebnisse zeigen, dass Antikörper nicht generell Cluster generieren. Es ist dadurch 

jedoch nicht sichergestellt, dass sämtlich Antikörper keine artifiziellen Cluster bilden. 

Auch werden verschiedene Plasmamembran-assoziierte Moleküle unterschiedlich gut 

fixiert [Tanaka et al., 2010]. Besonders schwierig gestaltet sich hierbei die effiziente 

Fixierung von Lipiden, wodurch die Gefahr der Bildung von artifiziellen Clustern hoch 

ist. Bei einem der nachfolgenden biologischen Projekte sollten Ceramide, eine 

Untergruppe der Sphingolipide, mit Antikörper angefärbt und quantifiziert werden. Es 

sind zwei IgM-Antikörper, die an Ceramide binden, kommerziell erhältlich [Cowart et 

al., 2002]. Es wurden fixierte HBME-Zellen mit einem der beiden Antikörper und 

einem Al647-markierten sekundären IgM-Antikörper angefärbt und mit dSTORM 

aufgenommen. Das Problem von IgM-Antikörper ist, dass sie mit ~ 1000 kDA sehr 

groß sind, wodurch die Auflösung bei dSTORM-Messungen verringert wird. Außerdem 

war das Signal bei den Aufnahmen sehr gering und die Photoschaltrate schlecht 

(Abbildung 15). Die kommerziell erhältlichen IgM-Antikörper sind daher nicht geeignet 

um die Verteilung der Ceramide auf der Plasmamembran zu untersuchen.  

 

 

Abbildung 15: IgM-Antikörper sind durch ihre 

Größe nicht geeignet, um die Verteilung von 

Ceramiden auf der Plasmamembran zu 

untersuchen. HBME-Zellen wurden fixiert und 

mit einem Ceramid-bindenden IgM-Antikörper 

und einem sekundären Al647 markierten IgM-

Antikörper gefärbt. Die Fluorophore zeigen 

eine schlechte Photoschaltrate und eine geringe 

Anzahl von Photonen in dSTORM-Messungen 

auf. Die Lokalisationen sind in großen Clustern 

(≥ 100 nm) lokalisiert. Maßbalken: 2 µm und 

100 nm (Vergrößerung). 
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Bieberich und Kollegen gelang es 2007 IgG-Antikörper, die spezifisch Ceramide mit 

unterschiedlichen Kettenlängen erkennen, zu synthetisieren [Krishnamurthy et al., 

2007]. IgG-Antikörper sind im Vergleich zu IgM-Antikörper mit ~ 150 kDA deutlich 

kleiner und somit besser geeignet, um mit Hilfe von dSTORM-Messungen die 

Verteilung von Ceramiden auf der Plasmamembran zu untersuchen. Es wurden zunächst 

fixierte HBME-Zellen mit einer anti-Ceramid-Antikörper-Konzentration von 5 µg/ml 

inkubiert und mit einem Al647-markierten IgG-Antikörper gefärbt. Bei dSTORM-

Messungen zeigten die Fluorophore eine ausreichende Photoschaltrate und eine 

Photonenzahl von 1400 pro Schaltzyklus. Auf den rekonstruierten dSTORM-

Aufnahmen waren kleine Cluster auf der Plasmamembran sichtbar (Abbildung 16b). 

Diese wurden mit der Ripley’s H-Funktion-basierten Clusteranalyse quantifiziert. Das 

Maximum der Ripley’s H-Funktion lag dabei bei ~ 70 nm (Abbildung 17b). Eine darauf 

folgende morphologische Clusteranalyse ergab einen Median-Durchmesser von 

72 ± 8 nm (± MAD) und 22851 ± 1160 Lokalisationen pro µm² in den Clustern 

(Abbildung 17c und Abbildung 17d). 

Um zu überprüfen ob die Fixierungsreagenzien die Plasmamembran zerstören und sie 

dadurch die Ceramidverteilung verändern, wurden auch Lebendfärbungen durchgeführt. 

Dafür wurden U2OS-Zellen auf Eis lebend mit dem anti-Ceramid IgG-Antikörper und 

einem zweiten Farbstoff-markierten Antikörper gefärbt. Dadurch, dass die Zellen auf 

Eis präpariert wurden, wurden Endo- und Exozytoseprozesse unterdrückt [Rode et al., 

1997]. Die Zellen wurden dann entweder direkt lebend mit dem LSM aufgenommen 

oder zunächst mit 4% FA oder 0,3% GA nachfixiert. Zwar kann keine genaue Aussage 

über die Größe der Ceramid-reichen Plattformen (CRPs) mit dem LSM getroffen 

werden, jedoch über die ungefähre Verteilung. Es ist deutlich zu erkennen, dass keine 

Unterschiede zwischen der Ceramid-Verteilung auf der Plasmamembran von lebenden, 

nur nachfixierten und vor- und nachfixierten Zellen vorhanden sind (Abbildung 16a). 

Da der benötigte Schaltpuffer für dSTORM-Messungen nicht Lebendzell-kompatibel 

ist, wurden die Ceramide nur auf GA nachfixierten Zellen auch hochaufgelöst. Diese 

Aufnahmen zeigen keine Unterschiede in der Größe der CRPs zwischen nur 

nachfixierten und vor- und nachfixierten Zellen (Abbildung 16b). Die hier 

durchgeführten Versuche beweisen, dass die Fixierung die Ceramidverteilung nicht 

verändert. Dies deckt sich auch mit den Versuchen von Frisz et al. [Frisz et al., 2013]. 

Sie verwendeten Ceramid-BODIPY und verglichen deren Verteilung bei lebenden und 
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nachfixierten Zellen mittels Elektronenmikroskopie. Hierbei konnten sie auch keine 

Unterschiede feststellen. 

 

Abbildung 16: Die Fixierung verändert die Ceramidverteilung nicht. Lebende U2OS-Zellen wurden auf 

Eis mit dem IgG-Antikörper gegen C16/24 Ceramide und einem Al647-markierten sekundären 

Antikörper gefärbt. (a) Vier verschiedene Fixierungsansätze wurden mit dem LSM aufgenommen: keine 

Fixierung, FA oder GA Nachfixierung nach Lebendfärbung und Vor- und Nachfixierung. (b) dSTORM-

Aufnahmen der lebend gefärbten + GA nachfixierten Zellen und der vor-und nachfixierten Zellen. Es sind 

keine Veränderungen der Größe und Verteilung der CRPs durch die Fixierung zu erkennen. Maßbalken: 

10 µm (a), 1 µm (b) und 100 nm (Inset). 

 

 

Abbildung 17: Ceramide sind in ~ 75 nm großen Plattformen auf der Plasmamembran verteilt. Fixierte 

HBME-Zellen wurden mit unterschiedlichen Konzentrationen an anti-Ceramid Antikörper (20 µg/ml, 

10 µg/ml, 5 µg/ml und 0,5 µg/ml) und einer festen sekundären Antikörperkonzentration (10 µg/ml) 

gefärbt. (a) Bei allen Antikörperkonzentrationen sind CRPs auf den dSTORM-Aufnahmen der 

Plasmamembran zu erkennen. (b) Alle Ripley’s H-Funktionen zeigen ein Clustermaximum bei r ~ 70 nm. 

(c) Die Quantifizierung der CRP-Durchmesser ergibt keinen signifikanten Unterschied zwischen den 

unterschiedlichen Antikörperkonzentrationen. (d) Die Anzahl der Lokalisationen pro µm² innerhalb der 

CRPs nimmt hingegen mit steigender Antikörperkonzentration zu. Maßbalken: 1 µm.  
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Um nun noch auszuschließen, dass die Cluster nicht nur durch mehrfache Lokalisierung 

der blinkenden Fluorophore entstehen, wurde eine Titrationsreihe der anti-Ceramid-

Antikörper durchgeführt (Abbildung 17). Dabei sollte bei einer eigentlich homogenen

Verteilung der Moleküle die relative Fläche, die die “Cluster“ einnehmen mit steigender 

Antikörperkonzentration stetig zunehmen, während die Anzahl der Lokalisationen 

innerhalb der “Cluster“ konstant bleibt. Im Gegensatz dazu sollte bei wirklich 

vorhandenen Molekülclustern die relative Fläche gleich bleiben, während die Anzahl 

der Lokalisationen mit steigender Antikörperkonzentration zunimmt [Baumgart et al., 

2016]. Die Ergebnisse, die mit der Titrationsreihe des anti-Ceramid IgG-Antikörpers 

erhalten wurden, zeigen, dass die hier aufgenommenen Cluster wirklich vorhandene 

Cluster sind. Während der Durchmesser der Cluster mit steigender 

Antikörperkonzentration gleich bleibt, nimmt die Anzahl der Lokalisationen in diesen 

CRPs zu.  
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4.2 Quantifizierung von Plasmamembran-Ceramiden  

4.2.1 Plasmamembran-Ceramide in Eukaryoten 

Ceramide sind wichtige Signalmoleküle, die in einer Vielzahl von zellulären Prozessen, 

wie z.B. Differenzierung, Proliferation, Stoffwechselaktivität, aber auch 

Wachstumsstillstand, Apoptose und Entzündungen, beteiligt sind [Hannun & Obeid, 

2002; Gulbins & Li, 2006; Simons & Ikonen, 1997; Babiychuk et al., 2008; Stancevic 

& Kolesnick, 2010; van Blitterswijk et al., 2003; Bollinger et al., 2005; Grassme et al., 

2002; Beyersdorf & Muller, 2015; Apostolidis et al., 2016; Holopainen et al., 1998]. 

Des Weiteren spielen sie eine wichtige Rolle bei der Internalisierung von Pathogenen 

[Grassmé et al., 1997; Hauck et al., 2000; Grassme et al., 2003b; Grassme et al., 2005; 

Avota et al., 2011; Simonis et al., 2014; Faulstich et al., 2015]. Ceramide werden zum 

einen de novo im Endoplasmatischen Retikulum synthetisiert. Zum anderen katalysieren 

Sphingomyelinasen (SMasen) in der Plasmamembran die Hydrolyse von 

Sphingomyelin zu Ceramiden [Hannun & Obeid, 2002; Gulbins & Li, 2006]. Es wurde 

mittlerweile eine Reihe von Stimuli gefunden, die zur Aktivierung der SMasen führen. 

Dazu zählen die Aktivierung von CD95 [Grassme et al., 2003a], CD40 [Grassme et al., 

2002] oder FcγRII [Abdel Shakor et al., 2004], Infektionen mit verschiedenen 

Pathogenen [Grassme et al., 2003b], Chemotherapeutika oder anderer zellulärer Stress 

[Charruyer et al., 2005]. Steigt die Konzentration an Ceramiden in der Plasmamembran 

an, kondensieren diese zu Ceramid-reichen Plattformen (CRPs) [Stancevic & 

Kolesnick, 2010], die die Akkumulation diverser Rezeptoren und die Vesikelformation 

und -fusion erleichtern. Obwohl Ceramide eine solch wichtige Rolle bei 

verschiedensten zellulären Prozessen spielen und auch bei Krankheiten beteiligt sind, ist 

deren molekulare Organisation in der Plasmamembran noch nicht endgültig 

entschlüsselt. Zwar wurden eine Reihe von Ergebnissen von mikroskopischen 

Aufnahmen von Fluoreszenz-markierten Ceramiden veröffentlicht, diese wurden jedoch 

mit Fluorophoren wie NBD oder BODIPY durchgeführt, die zu verfälschten 

Ergebnissen führen können [Kuerschner et al., 2005; Mukherjee et al., 2004; Shaw et 

al., 2006]. Außerdem wurden für die Aufnahmen Standard-Fluoreszenzmikroskop-

Techniken verwendet, die nicht die benötigte Auflösung erreichen, um Nanodomänen 

mit einer Größe < 200 nm abzubilden, geschweige denn Aussagen über die Anzahl der 

Moleküle in diesen zu treffen. 
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Aus diesem Grund wurden verschiedene, fixierte Zelllinien mit einem anti-Ceramid 

Antikörper, der C16:0 bis C24:1 Ceramide erkennt (C16/24-Antikörper) 

[Krishnamurthy et al., 2007] und einem Al647-markierten sekundären Antikörper 

gefärbt und deren Plasmamembran mit dSTORM visualisiert (Abbildung 18). Die 

dSTORM-Aufnahmen der U2OS-, Jurkat-, HBME- und primären T-Zellen zeigen eine 

klare nicht zufällige Verteilung der Ceramide in der basalen und apikalen 

Plasmamembran aller Zelllinien. 

 

Abbildung 18: Ceramide sind in CRPs in der Plasmamembran organisiert. U2OS- (a, e), Jurkat- (b, f), 

HBME- (c, g) und primäre T- (d, h) Zellen wurden fixiert und mit IgG-Antikörper gegen C16/24 

Ceramide und einem Al647-markierten sekundären Antikörper gefärbt. dSTORM-Aufnahmen der 

basalen (a-d) und apikalen (e-h) Plasmamembran zeigen eine nicht-zufällige Verteilung der Ceramide bei 

allen Zelllinien. Die Insets sind Vergrößerungen aus den jeweiligen Aufnahmen. Maßbalken: 1 µm (a-h) 

und 200 nm (Insets). 

Bevor die Lipide quantifiziert wurden, wurden die dSTORM-Aufnahmen auf Artefakte 

untersucht (Kapitel 4.1). Da die PSFs einzelner Fluorophore nicht in den dSTORM-

Aufnahmen überlappten, konnten artifizielle Cluster ausgeschlossen werden. Eine 

folgende Ripley’s H-Funktion-basierte Clusteranalyse zeigte eine inhomogene 

Verteilung der Ceramide, wobei das Clustermaximum von allen Zelllinien und der 

basalen, sowie apikalen Plasmamembran bei  ~ 70 nm lag (Abbildung 19). 



 4.2 Quantifizierung von Plasmamembran-Ceramiden 

 65 

 

Eine darauf basierende morphologische Clusteranalyse (Kapitel 3.2.7) ergab einen 

Median-Durchmesser der CRPs von mindestens 72 ± 8 nm (± MAD) und höchstens 

78 ± 11 (± MAD) nm in den basalen und apikalen Plasmamembranen aller Zelllinien 

(Tabelle 6). Die Lokalisationspräzision betrug dabei 11,4 ± 0,2 nm (Abbildung 20a). 

Tabelle 6: Quantifizierung der Plasmamembran-Ceramide. Die Daten wurden aus dSTORM-Messungen 

der basalen und apikalen Plasmamembran verschiedener Zelllinien, die mit anti-C16/24 Antikörper 

gefärbt wurden, abgeleitet. Die Durchmesser [nm] und die Lokalisationen (Lok.) pro CRP sind 

Ergebnisse aus einer morphologischen Clusteranalyse, die auf den Ergebnissen der Ripley’s H-Funktion 

basieren. Die Anzahl der Ceramide (Cer) wurden berechnet, indem die Anzahl der Lokalisationen durch 

den Faktor 5.4 geteilt wurden. Die Durchmesser, Lok./CRP und Cer/CRP sind als Median ± MAD 

angegeben und die CRPs/µm², Lok./µm² und Cer/µm² als Mittelwert ± s.e.m. 

Zelllinie Durchmesser  Lok./CRP Cer/CRP CRPs/µm² Lok./µm² Cer/µm² 

 

U2OS, basal  

 

72 ± 8 

 

92 ± 28 

 

17 ± 5 

 

2.5 ± 0.2 

 

433 ± 39 

 

80 ± 7 

 

U2OS, apikal  

 

74 ± 9 

 

121 ± 42 

 

22 ± 8 

 

2.2 ± 0.2 

 

472 ± 40 

 

87 ± 7 

 

Jurkat, basal  

 

76 ± 10 

 

97 ± 33 

 

18 ± 6 

 

3.5 ± 0.5 

 

1048 ± 88 

 

194 ± 16 

 

Jurkat, apikal  

 

78 ± 11 

 

112 ± 43 

 

21 ± 8 

 

3.7 ± 0.5  

 

749 ± 106 

 

139 ± 20 

 

HBME, basal  

 

72 ± 8 

 

85 ± 26 

 

16 ± 5 

 

1.7 ± 0.2 

 

259 ± 21 

 

48 ± 4 

 

HBME, apikal  

 

74 ± 9 

 

93 ± 29 

 

17 ± 5 

 

1.9 ± 0.2 

 

334 ± 35 

 

62 ± 6 

 

T-Zellen, basal 

 

76 ± 7 

 

 

93 ± 28 

 

17 ± 5 

 

3.9 ± 0.7 

 

1699 ± 164 

 

315 ± 30 

T-Zellen, apikal 74 ± 8 89 ± 26 16 ± 5 2.3 ± 0.5 1022 ± 80 189 ± 15 

 

Abbildung 19: Die Ceramide sind nicht 

zufällig in der Plasmamembran verteilt. 

Jurkat- (schwarz), U2OS- (magenta), 

HBME- (grün) und T- (lila) Zellen wurden 

mit Antikörper gegen C16/24 Ceramide 

gefärbt und mit dSTORM visualisiert. Die 

Verteilung der Lokalisationen wurde mit 

einer Ripley’s H-Funktion analysiert und 

mit einer simulierten zufälligen Verteilung 

(Monte Carlo Methode) verglichen (blau). 

Die Daten aller Zelllinien und der basalen 

(durchgezogene Linie) sowie der apikalen 

(gestrichelte Linie) zeigen eine nicht 

zufällige Verteilung der Lokalisationen mit 

einem Clustermaximum bei r ~ 70 nm. 
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Je nach Zelllinie und Plasmamembran-Seite konnten 1,7 – 3,9 CRPs pro µm² 

ausgemacht werden. Neben der Größe der CRPs konnte auch die Anzahl der 

Lokalisationen in den CRPs bestimmt werden. Sie betrug je nach Zelllinie zwischen 85 

und 121 Lokalisationen pro CRP. Indem einzelne, gut separierte Komplexe aus 

primäre/Al647-markierte Antikörper neben den Zellen aufgenommen und deren 

Lokalisationen mit unterschiedlichen Radien zusammengefasst wurden (Kapitel 3.2.6), 

konnte ein Umrechnungsfaktor von Lokalisationen in Ceramid-Moleküle von 5.4 

bestimmt werden (Abbildung 20b). Es befinden sich demnach 16-22 C16/24-Ceramide 

in einem CRP. Diese Anzahl von Ceramid-Molekülen pro CRP ist sehr wahrscheinlich 

etwas geringer als die, die wirklich vorhanden ist. Ein IgG-Antikörper hat eine Größe 

von ~ 10 nm, dadurch sind sterische Abschirmungseffekte um die Ceramide vorstellbar.  

 

Abbildung 20: (a) Ermittlung der Lokalisationspräzision. Räumlich gut separierte fluoreszierende 

“Punkte“ neben den Zellen, die mit anti-C16/24 Antikörper gefärbt wurden, wurden mit dSTORM 

visualisiert. Die Koordinaten der Lokalisationen, die zu einem isolierten fluoreszierenden “Punktes“  

gehörten, wurden an ihrem Massenmittelpunkt ausgerichtet. Die Wahrscheinlichkeitsdichtefunktion (engl. 

Probability density functions; PDF) wurde generiert und daraus eine Lokalisationspräzision von 11,4 ± 

0,2 nm (± s.e.m., 4 unabhängige Messungen) bestimmt. (b) Ermittlung der Anzahl von Lokalisationen pro 

Ceramid-Antikörper. Al647-markierte Antikörper, die an anti-C16/24 Antikörper gebunden haben, 

wurden mit dSTORM im TIR-Modus auf der Glasoberfläche gemessen. Gut separierte fluoreszierende 

“Punkte“ wurden über unterschiedliche Radien (Tracking-Radius) zusammengefasst und die Anzahl der 

Lokalisationen pro Track über den Tracking-Radius aufgetragen. Die Funktion saturiert bei einem Wert 

von 5.4 ± 0.2 Lokalisationen pro Track (Median ± MAD, 4 unabhängige Messungen).  

Da jedoch ein CRP eine Fläche von 4,42 x 10-15 m² (Durchmesser ~75 nm) einnimmt, 

könnte theoretisch ein CRP 56 IgG-Antikörper beinhalten, unter der Voraussetzung, 

dass ein Antikörper eine Fläche von 7.85 x 10-17 m² benötigt. Da jedoch die 

Abschätzung der Anzahl der C16/24-Ceramide selbst bei saturierten 

Antikörperkonzentrationen (~ 24 Ceramid-Moleküle pro CRP, Abbildung 17) deutlich 
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unter diesem Wert liegt, kann davon ausgegangen werden, dass sterische Hinderungen 

und Abschirmung der Ceramide durch die Antikörper keine große Rolle spielt. 

Wie oben beschrieben, können Ceramide durch die Aktivierung von SMase synthetisiert 

werden. Es wurden deshalb HBME-Zellen vor der Färbung mit exogener Bacillus 

cereus SMase (bSMase) inkubiert und die Veränderung auf die Ceramidverteilung in 

der Plasmamembran untersucht. Durchflusszytometrie-Messungen, die von den 

Kooperationspartnern aus dem Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie durchgeführt 

wurden, zeigten, dass die Zellen die höchste Ceramidkonzentration bei einer Inkubation 

von 150 mU bSMase und einer 40-minütigen Inkubation aufzeigen. Diese 

Konzentration und Inkubationszeit wurde dann verwendet, um die Zellen mit dSTORM 

zu visualisieren (Abbildung 21 a/b). Die Auswertung der dSTORM-Daten ergab, dass 

die Anzahl der Ceramide von 259 ± 21 (± s.e.m.) auf 967 ± 55 (± s.e.m.) Lokalisationen 

pro µm2 anstieg (Abbildung 21d). Gleichzeitig stieg die Anzahl der CRPs pro µm² von 

1.8 ± 0.3 auf 3.6 ± 0.7 pro µm2. Außerdem wurden mehr CRPs mit größerem 

Durchmesser (Abbildung 21e) und höhere Dichte an Ceramiden (Abbildung 21f) bei 

bSMase inkubierten Zellen gemessen.  

Eine Folge der Erhöhung der Ceramidkonzentration und Anzahl der CRPs nach 

bSMase-Inkubation, könnte zu einer Veränderung der Löslichkeit von 

Membrankomponenten führen, was wiederum eine Akkumulation bestimmter 

Rezeptoren oder eine Kompartimentierung bestimmter Proteine erleichtern könnte. Die 

Anhäufung der Ceramide in den CRPs könnte ebenfalls die lokale Interaktion mit 

anderen Membranmolekülen erleichtern und dadurch möglicherweise die Reaktivität 

von Rezeptoren verändern.  

Mit den hier durchgeführten dSTORM-Messungen konnte erstmals eine Aussage 

darüber getroffen werden, wieviel Ceramide sich in einem CRP ungefähr befinden und 

wie sich diese bei SMase-Inkubation verändern. Da der Durchmesser der CRPs ~ 75 nm 

beträgt und sich somit weit unter der Auflösungsgrenze befindet, ist es nicht möglich sie 

mit konventionellen Fluoreszenzmikroskopen aufzulösen. 
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Abbildung 21: Die Behandlung von HBME-Zellen mit bSMase resultiert in einem Anstieg der 

Ceramidkonzentration und in einer Vergrößerung der CRPs. C16/24 Ceramide auf der Plasmamembran 

von unbehandelten (a) und bSMase (150 mU, 40 min) behandelten (b) HBME-Zellen wurden über 

indirekte Immunhistochemie mit einem IgG-Antikörper und Al647 angefärbt. dSTORM-Aufnahmen der 

bSMase behandelten Zellen machen größere CRPs auf der Plasmamembran, im Vergleich zu 

unbehandelten Zellen, sichtbar. Die Insets in (a) und (b) sind vergrößerte Regionen der entsprechenden 

dSTORM-Aufnahmen. Die Ripley’s H-Funktion (c) weisen auf eine nicht-zufällige Verteilung der 

Ceramide hin. Das Maximum der Funktion von unbehandelten Zellen (schwarz) liegt bei r = 69 ± 1 nm 

(Mittelwert ± s.e.m. von 44 Regionen (2x2 µm) von 11 Zellen), das von behandelten Zellen (grün) bei 

105 ± 5 nm (113 Regionen von 18 Zellen). (d) Die unbehandelten Zellen haben weniger Lokalisation pro 

µm² (259 ± 21) als die mit bSMase behandelten Zellen (867 ± 55), werden alle Lokalisationen inner- und 

außerhalb von CRPs berücksichtigt. Es sind außerdem mehr größere CRPs (e) und mehr CRPs mit 

größerer Anzahl an Lokalisationen (f) bei den bSMase behandelten Zellen vorhanden. Es wurden 3543 

CRPs von unbehandelten und 9379 CRPs von behandelten Zellen analysiert. Maßbalken: 1µm (a,b) und 

200 nm (Insets).  

4.2.2 Colokalisierung von Plasmamembran-Ceramiden mit anderen Molekülen 

Über die Affinität von Proteinen oder anderen Sphingolipiden zu den CRPs, sind bisher 

nur sehr wenige Studien veröffentlicht worden [Grassme et al., 2001; Grassme et al., 

2002; Chiantia et al., 2008; Simonis et al., 2014]. Chiantia et al. fanden kürzlich mittels 

Messungen mit Rasterkraftmikroskopie, LSM und Scanning-FCS heraus, dass 

Choleratoxin B (CTxB) mit CRPs in synthetischen Membranen colokalisiert [Chiantia 

et al., 2008]. CTxB wird oft als “lipid raft“-Marker verwendet [Nichols, 2003; Avota et 

al., 2004]. Es bindet an GM1-Ganglioside, die aus einem extrazellulären Oligosaccharid 

und einem Ceramid, das das Lipid in der Membran verankert, besteht. Die Existenz 



 4.2 Quantifizierung von Plasmamembran-Ceramiden 

 69 

bzw. die Zusammensetzung von sogenannten “lipid rafts“ wird in der Literatur 

kontrovers diskutiert [Anderson & Jacobson, 2002; Edidin, 2001; Heerklotz, 2002]. 

Dabei werden lipid rafts oft als Bereiche in der Plasmamembran definiert, die sich durch 

ihre Lipidzusammensetzung lokal von ihrer Umgebung unterscheiden [Simons & 

Ikonen, 1997]. Meistens basiert der Nachweis von lipid rafts auf der Behandlung der 

Zellen mit Detergenzien [Kenworthy et al., 2000]. Die Ergebnisse aus diesen Studien 

weisen auch darauf hin, dass sie besonders reich an Cholesterol und Sphingolipiden 

sind. Andererseits konnte auch schon nachgewiesen, dass in Ceramid-Plattformen kein 

Cholesterol vorhanden ist [Cremesti et al., 2002; Castro et al., 2009]. 

Um zu überprüfen, ob die CRPs mit GM1 auch in Plasmamembranen von Zellen 

colokalisieren, wurden Jurkat-Zellen mit CTxB-Al488 und dem anti-C18-Ceramid IgG-

Antikörper mit zusätzlich einem sekundären Al647-markierten Antikörper, angefärbt. 

Die Zellen wurden mit dSTORM aufgenommen und die Daten auf Cluster und 

Colokalisierung der Lokalisationen beider Fluorophore mit Hilfe der Auswertesoftware 

LAMA (Kapitel 3.2.7) überprüft. Dabei konnte gezeigt werden, dass auch GM1 in ~ 

70 nm großen Cluster vorliegen (Abbildung 22). Außerdem colokalisieren viele 

Lokalisation von CTxB mit denen von den Ceramiden und umgekehrt (Abbildung 22). 

Es gibt jedoch auch viele Lokalisationen, die nicht colokalisieren, eine Antikorrelation 

konnte jedoch nicht festgestellt werden. Bei der Quantifizierung wurde auch festgestellt, 

dass die CRPs bei gleichzeitiger Färbung mit CTxB größer werden, als wenn sie nur 

alleine angefärbt werden. CTxB ist ein Homo-Pentamer, das bis zu 5 GM1 Moleküle 

gleichzeitig binden kann [Zhang et al., 1995]. Durch seine Größe, seine vielen 

Bindungsstellen und dadurch dass bei der CtxB-Färbung ein zusätzlicher CTxB-

vernetzender Antikörper verwendet wird, könnte es sein, dass auch die Ceramide 

vernetzt werden und die CRPs künstlich vergrößert werden. CTxB ist somit kein 

geeigneter Marker, besonders wenn quantifiziert werden soll.  
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Abbildung 22: Die meisten Ceramide und GM1-Ganglioside auf der Plasmamembran colokalisieren. 

GM1-Ganglioside auf der Plasmamembran von fixierten Jurkat-Zellen wurden über Al488-markiertes 

Choleratoxin B angefärbt. In einem zweiten Schritt wurden C18 Ceramide über indirekte 

Immunhistochemie über einen IgG-Antikörper und Al647 markiert. Abbildung (a) zeigt beispielhaft eine 

dSTORM-Aufnahme. GM1-Ganglioside sind in grün, C18 Ceramide in magenta dargestellt, weiß zeigt 

die Stellen an, wo grün und magenta überlappen. (b) ist eine Vergrößerung der umrandeten Region in (a). 

(c) zeigt die CBC-Werte der in (a) dargestellten Zelle. Die meisten Lokalisationen der GM1-Ganglioside 

colokalisieren mit den Lokalisationen der Ceramide. Maßbalken: 500 nm (a) und 200 nm (b). 

Verschieden Studien mit konventionellen oder Elektronenmikroskopen zeigten, dass 

auch Glykosylphosphatidylinositol (GPI) - verankerte Proteine in Domänen mit 

Cholesterol und Sphingolipiden clustern [Anderson, 1998; Raghupathy et al., 2015]. 

Chiantia et al. untersuchen ob diese auch in den CRPs vorkommen [Chiantia et al., 

2008]. Sie konnten eine Clusterung einer GPI-verankerten alkalischen Phosphatase in 

den CRPs von synthetischen Membranen nachweisen. Vor kurzem veröffentlichte 

Ergebnisse aus hochaufgelösten Fluoreszenzmikroskop-Messungen deuten im 

Gegensatz darauf hin, dass GPI-verankerte Proteine homogen in der Plasmamembran 

verteilt sind und nicht clustern [Baumgart et al., 2016]. Im Rahmen der vorliegenden 

Arbeit wurden U2OS-Zellen transient mit GPI-mEOS3.2 transfiziert, fixiert und mittels 

PALM hochaufgelöst. Es wurde zunächst die Verteilung der Lokalisationen mit einer 

Ripley’s H-basierten Clusteranalyse untersucht. Im Vergleich zu der Analyse der 

Ceramide, war das Maximum der Funktion deutlich weiter zu kleinerem r (~ 42 nm) 

verschoben (Abbildung 23c). Die morphologische Clusteranalyse zeigte, dass die 

Cluster einen Durchmesser von ~ 46 nm haben und sich durchschnittlich ~ 28 

Lokalisationen in einem Cluster befinden. Nur 3% der Lokalisationen liegen jedoch in 

diesen Clustern vor, die meisten sind homogen in der Membran verteilt (Abbildung 23a, 
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b). Diese Beobachtung deckt sich also mit den Ergebnissen von Baumgart et al. und 

zeigt, dass die Verteilung der GPI-verankerten Proteine sich deutlich von der Verteilung 

der Ceramide unterscheidet.  

 

Abbildung 23: GPI ist größtenteils homogen in der Plasmamembran verteilt. U2OS-Zellen wurden 

transient mit GPI-mEOS3.2 transfiziert, fixiert und mittels PALM hochaufgelöst. In (a) sind alle 

Lokalisationen dargestellt, während in (b) nur die in Cluster lokalisierten Lokalisationen des gleichen 

Bildausschnittes abgebildet sind. (1) und (2) sind Vergrößerungen der eingerahmten Regionen. (c) zeigt 

die gemittelte Ripley’s H-Funktion aus 9 gemessenen Zellen. Ihr Maximum ist bei r = 42 nm. Maßbalken: 

2 µm (a, b) und 200 nm (1, 2). 

4.2.3 Untersuchung von Plasmamembran-Ceramiden mittels Click-Chemie 

Eine weitere Möglichkeit Moleküle anzufärben, stellt die Click-Chemie dar. Da mit 

dieser Methode eins-zu-eins und direkt, also ohne einen großen Linker dazwischen, die 

Zielmoleküle gefärbt werden, ist sie besonders für die Quantifizierung mittels 

hochauflösender Fluoreszenzmikroskopie interessant. Ziel war es, Zellen mit Azid-

modifizierten Ceramiden zu inkubieren, sie auf der Plasmamembran über kupferfreie 

Click-Chemie anzufärben und mit dSTORM aufzunehmen. Die geclickten Ceramide 

sollten dann quantifiziert werden und mit den Ergebnissen aus den Antikörper-

Färbungen verglichen werden.  

Es wurden zunächst Azid-modifizierte Ceramide (Azo-Ceramide) mit unterschiedlichen 

Kettenlängen vom Lehrstuhl Organische Chemie der Universität Würzburg synthetisiert 

(Kapitel 3.1.9). Dann wurden die Zellen mit unterschiedlichen Konzentrationen an Azo-

Ceramiden und unterschiedlichen Zeiten inkubiert. Zum einen konnte nachgewiesen 

werden, dass die Behandlung mit Azo-Ceramiden keinen substanziellen Anstieg des 

Zellsterbens verursacht. Zum anderen konnte mit Durchflusszytometrie-Messungen 

(Lehrstuhl Virologie, Universität Würzburg) gezeigt werden, dass mit einer 

Konzentration von 25 µM an Azo-Ceramiden und einer Inkubationszeit von ~25 min 

optimale Einbauergebnisse erzielt werden [Collenburg et al., 2016]. Die Färbung der 
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eingebauten Ceramide wurde mit 25 µM DBCO-Cy5 oder DIBO 488 durchgeführt. Da 

möglichst nur die Ceramide auf der Plasmamembran der lebenden Zellen markiert 

werden sollten, wurde die Färbezeit möglichst kurz gehalten. Es wurde letztendlich nur 

5-7 min gefärbt, wobei die Färbelösung dabei maximal auf Raumtemperatur temperiert 

war. Bei längeren Färbezeiten oder hohen Temperaturen während der Färbung, waren 

deutlich mehr Fluorophore in den Zellen sichtbar, was durch eine erhöhte Endozytose 

erklärbar ist. 

Es wurde dann versucht mit den optimierten Bedingungen die Plasmamembran von 

Jurkat- und U2OS-Zellen mit dSTORM aufzunehmen. Dies war jedoch nicht möglich, 

da der Hintergrund auf dem Deckglas zu hoch war. Versuche, den Hintergrund durch 

zum Beispiel unterschiedliche Beschichtungen der Deckgläser bzw. Säuberung dieser 

zu reduzieren, führten zu keinem zufriedenstellenden Ergebnis. Ein weiteres Problem 

stellte die Fixierung dar. Je länger fixiert wurde, desto mehr Fluorophore befanden sich 

in der Zelle und desto schwieriger wurde es, Signal auf der Plasmamembran von 

intrazellulärem Signal zu unterscheiden. 

Aus diesem Grund wurden dann die Messungen an einem SIM-Aufbau bzw. am LSM 

durchgeführt. Hier konnte zwar keine Aussage über die Anzahl der Moleküle oder 

genaue Verteilung der Ceramide getroffen werden, die Messungen konnten jedoch 

lebend durchgeführt werden. Mit dem LSM wurde zunächst die Einbaueffizienz der 

Azo-Ceramide mit unterschiedlichen Kettenlängen überprüft. Es standen dabei C6-Azo-

Ceramide (CerC6) und C16-Azo-Ceramide (CerC16) zur Verfügung, beide mit 

entweder dem Azid am Kopf (α) oder am Ende der Fettsäure (ω) (Kapitel 3.1.9). Mit 

den CerC6-Analoga wurde dabei ein deutlich stärkeres Signal in der Plasmamembran 

von Jurkat-Zellen erhalten als mit CerC16 (Abbildung 24). Unterschiede zwischen 

CerC6α und CerC6ω gab es dabei kaum. Die CerC16-Analoga haben sich insofern 

unterschieden, dass mit CerC16ω ein schwaches Signal in der Plasmamembran 

detektiert wurde, wohingegen bei CerC16α kein spezifisches Signal detektiert werden 

konnte. Um zu überprüfen, ob die Zellen CerC16 nicht einbauen, oder es zwar 

eingebaut, aber das Azid nicht mehr zugänglich für den Farbstoff ist, wurde CerC16α 

erst geklickt und dann zu den Zellen gegeben. Die Plasmamembran war hier nun 

deutlich angefärbt und die Intensität vergleichbar mit der aus den CerC6-Messungen. 

Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass das Azid von eingebauten CerC16α nicht mehr 

für den Farbstoff zugänglich ist.  
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Abbildung 24: Jurkat-Zellen bauen Azid-modifizierte Ceramide in die Plasmamembran ein. Jurkat-

Zellen wurden 30 min mit Azo-Ceramiden, die unterschiedliche Kettenlängen und unterschiedliche 

Positionen der Azid-Modifikation aufweisen, gefüttert. Danach wurden sie lebend über kupferfreie Click-

Chemie mit DBCO-Cy5 für 7 min angefärbt und sofort mit dem LSM aufgenommen. Details sind im Text 

beschrieben. Maßbalken: 10 µm. 

Allerdings muss bedacht werden, dass sich die Löslichkeit von CerC16α verändert, 

wenn ein Fluorophor daran gebunden hat. Es kann also noch nicht mit Sicherheit gesagt 

werden, ob CerC16α von den Zellen eingebaut wird. 

Um auszuschließen, dass die Zellen die zugefütterten Azo-Ceramide spalten und nur die 

Fettsäure mit dem Azid einbauen, wurden Jurkat-Zellen auch mit Azid-modifizierten 

Fettsäuren (fa) inkubiert und gefärbt. Es wurden alle Kettenlängen und Positionen des 

Azids überprüft, wobei bei keinem der Analoga ein Signal in der Plasmamembran 

detektiert werden konnte. Es kann somit davon ausgegangen werden, dass die Zellen die 

Azo-Ceramide nicht spalten, sondern komplett einbauen. 

Um den Einbau der Azo-Ceramide in die Zellen mit einer höheren Auflösung zu 

visualisieren, wurden auch SIM-Aufnahmen durchgeführt. Dafür wurden Jurkat-Zellen 

mit CerC6ω inkubiert und mit DBCO-Cy5 gefärbt. Bei den SIM-Messungen wurde 

immer ein z-Stapel aufgenommen, sodass mehrere Einzelbilder aus verschiedenen z-

Positionen erhalten wurden (Abbildung 25). Durch die höhere Auflösung und die 3D-

Information, wurden einzelne Vesikel sichtbar. Diese befanden sich besonders in der 

Nähe der Plasmamembran und könnten endozytierte Ceramid-angereicherte Domänen 

aus der Plasmamembran darstellen.  
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Messungen von den Kooperationspartnern aus dem Lehrstuhl für Virologie der 

Universität Würzburg, konnten außerdem zeigen, dass die Azo-Ceramide auch für 

Untersuchungen an primären T-Zellen einsetzbar sind [Collenburg et al., 2016]. Sie 

konnten nachweisen, dass sie nicht toxisch auf die Zellen wirken und nicht mit der 

frühen T-Zell-Aktivierung interferieren. 

Die Ergebnisse zeigen, dass die Azo-Ceramide zwar nicht für dSTORM-Messungen 

von Zellen eingesetzt werden können, sie aber eine gute Möglichkeit darstellen, um sie 

mit SIM oder LSM aufzunehmen. Dabei wirken sie nicht toxisch auf die Zellen, sodass 

auch Prozesse über einen längere Zeitraum verfolgt werden könnten. Ein weiterer 

Vorteil ist, dass sie nicht mit natürlichen Prozessen in der Zelle interferieren. Die 

unterschiedlichen Einbau- bzw. Markierungseffizienz bei Azo-Ceramiden mit 

unterschiedlichen Kettenlängen bzw. Azid-Positionen muss noch näher untersucht 

werden, was zum Beispiel mittels Massenspektrometrie oder Anisotropie erfolgen kann. 

4.2.4 Ceramide in Prokaryoten 

In Kapitel 4.2.1 konnte gezeigt werden, dass die Inkubation von HBME-Zellen mit 

extern zugefügter bSMase in einer erhöhten Ceramidsynthese resultiert. 2014 konnten 

Simonis et al. nachweisen, dass auch N. meningitidis zu einer Aktivierung der sauren 

Sphingomyelinase (ASM) in HBME-Zellen führt, gefolgt von einer erhöhten 

Ceramidkonzentration in der Plasmamembran [Simonis et al., 2014]. Dies sollte nun in 

Kooperation mit dem Lehrstuhl für Hygiene und Mikrobiologie der Universität 

Abbildung 25: Einzelbilder 

aus einem SIM-z-Stapel  von 

Jurkat-Zellen. Die Zellen 

wurden mit 25 µM CerC6ω 

inkubiert und nach 30 min 

mit 25 µM DBCO-Cy5 für 

10 min gefärbt. Die lebenden 

Zellen wurden dann mit dem 

SIM gemessen. Die 

Einzelbilder sind ~ 2 µm in 

z-Richtung entfernt von 

einander. Maßbalken: 5 µm. 

Abbildung aus [Collenburg 

et al., 2016]. 
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Würzburg mit dSTORM hochaufgelöst und genauer quantifiziert werden. Es wurden 

HBME-Zellen dafür für 4 h mit dem N. meningitidis -Stamm MC58 infiziert, fixiert und 

mit dem IgG-Antikörper gegen C16/24-Ceramide gefärbt. Die danach durchgeführten 

Fluoreszenzaufnahmen zeigten dabei überaschenderweise nicht nur eine Färbung der 

Plasmamembran der Zellen, es wurde auch ein deutliches Signal von den Bakterien 

detektiert. Da somit nicht zwischen dem Signal von der Plasmamembran und von den 

Bakterien unterschieden werden kann, konnte das ursprüngliche Ziel, die Untersuchung 

der Verteilung der Ceramide an der Kontaktstelle, nicht weiter verfolgt werden. Da 

bisher jedoch davon ausgegangen wurde, dass N. meningitidis keine Ceramide 

enthalten, sollte die Bindung der anti-Ceramid Antikörper näher analysiert werden. 

2010 wurden zwei Studien veröffentlicht, in denen Mikrodomänen in Prokaryoten 

gefunden wurden, die den lipid rafts in Eukaryoten funktionell und strukturell ähneln. 

Lopez und Kolter konnten zu Flotilin 1 homologe Proteine in Bacillus subtilis 

nachweisen [Lopez & Kolter, 2010]. Dabei konnten sie mit hochauflösender 

Fluoreszenzmikroskopie zeigen, dass diese in ~ 60 nm großen Cluster vorliegen. J. L. 

Benach und Kollegen beschäftigten sich ausführlich mit dem Aufbau der Membran von 

Borrelia burgdorferi, wobei sie Cholesterol-haltige Mikrodomänen [LaRocca et al., 

2010] und Oberflächen-Lipoproteine, die mit diesen assoziiert sind, fanden [Toledo et 

al., 2014]. Sie konnten außerdem zeigen, dass zum einen die Bakterien Cholesterol aus 

der Plasmamembran von eukaryotischen Zellen extrahieren können, aber auch selbst 

Lipide zu den eukaryotischen Zellen transferieren [Crowley et al., 2013]. Cholesterol 

wurde auch schon in vielen anderen Bakterien gefunden, wie zum Beispiel in Ehrlichia 

chaffeensis, Anaplasma phagocytophilium [Lin & Rikihisa, 2003], Heliobacter sp. 

[Haque et al., 1995], Mycoplasma gallinarum [Smith, 1971] oder Brachyspira sp. 

[Thaddeus, 2001]. Es wurden außerdem auch schon in einigen Bakterien Ceramide und 

andere Sphingolipide nachgewiesen [Minamino et al., 2003]. Sie wurden alle zu der 

Gattung Sphingobacterium zusammengefasst [Yano et al., 1983]. Die Ceramide wurden 

jedoch noch nie hochaufgelöst oder ihre Verteilung untersucht. Ob in N. meningitidis 

und N. gonnorrhoeae Sphingolipide vorhanden sind, wurde bisher noch nicht geprüft 

bzw. Ergebnisse darüber veröffentlicht. 

Es wurden zunächst verschiedene N. meningitidis Stämme mit dem C16/24 IgG-

Antikörper und einem Al647-markierten sekundären Antikörper gefärbt. Dabei wurden 

die N. meningitidis Serogruppen B Stämme MC58, die ungekapselte Mutante MC58 

siaD, H44,76 und eine H44,76 Mutante, bei der zwei Gene für die Lipid A 
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Acyloxyacylierung inaktiviert sind (lpx), verwendet. Zusätzlich wurde der 

N. gonnorrhoeae Stamm N927 angefärbt. Die Bakterienstämme wurden dabei nicht 

permeabilisiert, sodass bei dSTORM-Messungen nur die Bindung der Antikörper an die 

Membran detektiert wurde.  

 

 

Abbildung 26: Die Membran von N. meningitidis und N. gonnorrhoeae werden durch anti-C16/24 IgG-

Antikörper angefärbt. Verschiedene N. meningitidis Stämme und der N. gonnorrhoeae Stamm N927 

wurden fixiert und über indirekte Immunhistochemie mit dem anti-C16/24 IgG-Antikörper und Al647 

angefärbt. Als Kontrolle wurde eine Färbung mit nur dem sekundären Antikörper durchgeführt. 

Abbildung (a) zeigt beispielhaft je eine dSTORM Aufnahme aller Bakterienstämme und eine 

Vergrößerung aus diesen. Es ist eine deutliche Membranfärbung zu erkennen, wobei das Signal nicht 

homogen, sondern in großen Clustern verteilt ist. Um diese näher zu untersuchen, wurde die Ripley’s H-

Funktion verwendet (b). Diese weisen alle ein Maximum bei r~100 nm auf. Anhand einer 

morphologischen Clusteranalyse wurde ein durchschnittlicher Durchmesser von ~90 nm (c) und 125-225 

Lokalisationen pro Cluster (d) bei allen Bakterienstämmen bestimmt. Das Inset in der dSTORM 

Abbildung der Kontrolle zeigt die dazugehörige Durchlichtaufnahme. In der unteren Ecke der dSTORM 

Aufnahme von N927 ist ein Weitfeld-Fluoreszenzbild gezeigt. Maßbalken: 2 µm, 5 µm (Durchlichtbild) 

und 500 nm (Vergrößerungen). 
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Bei allen Bakterienstämmen konnte eine Färbung der Membran ausgemacht werden. 

Hochaufgelöst wurde sichtbar, dass das Signal nicht homogen in der Membran verteilt 

war, sondern in großen, separierten Clustern (Abbildung 26a). Eine durchgeführte 

Clusteranalyse zeigte keinen Unterschied bei dem Durchmesser (~90 nm) und der 

Anzahl der Lokalisationen pro Cluster (125-225) zwischen den verschiedene Stämmen 

(Abbildung 26b-d). Bei der Mutante H44,76 lpx fehlen die Lipopolysaccharide (LPS). 

Sie wurde untersucht, um zu überprüfen, ob die Antiköper wirklich an Ceramide 

binden, oder fälschlicherweise an das strukturähnliche LPS. Dadurch, dass jedoch auch 

die Mutante das gleiche Antikörpermuster aufzeigte, kann dies ausgeschlossen werde. 

Des Weiteren bindet der Antikörper auch nicht an die Kapsel, da keinen Unterschied 

zwischen bekapseltem und unbekapseltem Bakterienstamm zu erkennen ist.  

Der N. meningitidis Stamm MC58 wurden auch mit den Azo- Ceramiden gefüttert und 

mit DBCO-Cy5 gefärbt. Zunächst durchgeführte LSM-Aufnahmen, zeigten ein 

deutliches Signal bei den gefütterten Bakterien, während bei den ungefütterten, aber 

gefärbten Bakterien (Kontrolle) kein spezifisches Signal detektiert wurde (Abbildung 

27a, b). Diese Ergebnisse und Ergebnisse von Durchflusszytometrie-Messungen, die 

von den Kooperationspartnern durchgeführt wurden, weisen auf einen Einbau der 

Ceramide hin (Abbildung 27c). Die geklickten Bakterien konnten auch mit dSTORM 

aufgenommen werden, da anders als bei den eukaryotischen Zellen, nicht auf dem Glas 

gemessen werden musste und das Signal in den Bakterien höher war. Auf den 

Aufnahmen wurde eine homogene Verteilung in der Membran sichtbar, wobei das 

Signal nicht nur in der äußeren Membran detektiert wurde, sondern auch weiter im 

intrazellulären Bereich der Bakterien (Abbildung 27d). 
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Abbildung 27: MC58 Bakterien bauen Azid-modifizierte Ceramide in ihre Membran ein. MC58 

Bakterien wurden mit 25 µM (a, b) oder 50 µM (c) CerC16ω gefüttert und mit DBCO-Cy5 gefärbt. (a) 

LSM-Aufnahmen zeigen ein deutliches Signal in der Membran. (b) Bei ungefütterten, aber gefärbten 

Bakterien, kann kein Signal detektiert werden. (c) Auch Durchflusszytometrie-Messungen zeigen, dass 

MC58 die Azid-modifizierten Ceramide einbaut. (ci) zeigt das Histogramm der unbehandelten Bakterien, 

(cii) das der mit CerC16ω inkubierten, (ciii) das der mit DBCO-Cy5 gefärbten und (civ) das der mit 

CerC16ω behandelten und DBCO-Cy5 gefärbten Bakterien. (d) Mit dSTORM-Messungen ist erkennbar, 

dass das Signal homogen in der Membran verteilt ist. (1) und (2) sind Vergrößerungen der umrahmten 

Regionen in (d). Maßbalken: 2 µm (a, b, d) und 200 nm (1, 2). 

Die Verteilung der Azo-Ceramide stimmt demnach nicht mit der Verteilung der 

Ceramide aus den Immunhistochemie-Färbungen überein. Um zu überprüfen, ob die 

geclusterte Verteilung der Ceramide bei der Antikörper-Färbung ein Artefakt ist und 

eine Clusterung bei allen Antikörper-Färbungen von Membranmolekülen in den 

Bakterien entsteht, wenn sie mit dSTORM gemessen werden, wurden N. meningitidis 

Stämme mit einem anti-OMP (OMP = outer membrane proteins) Antikörper und einem 

Al647-markierten sekundären Antikörper angefärbt und visualisiert. Da der Antikörper 

an alle äußere Membranproteine bindet, wurde eine homogene Verteilung des Signals 

erwartet. Die konnte auch mit dSTORM-Messungen klar gezeigt werden (Abbildung 

28). Antikörper-Färbungen der Bakterienmembran resultieren demnach nicht generell in 
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Cluster. Dies deutet darauf hin, dass die Bakterien die zugefütterten Ceramide anders in 

die Membran einbauen, als die anscheinend schon vorhandenen Ceramide.  

 

Abbildung 28: Die äußeren Membranproteine sind homogen verteilt. Der N. meningitidis Stamm MC58 

wurde fixiert und mit einem anti-OMP IgG-Antikörper und einem sekundären Al647-markierten 

Antikörper gefärbt. Die dSTORM-Aufnahmen zeigen eine starke, homogen verteilte Markierung der 

Membran. Das Inset zeigt die dazugehörige Weitfeld-Fluoreszenzaufnahme. (b) ist eine Vergrößerungen 

der umrahmten Region in (a). Maßbalken: 5 µm (Inset), 2 µm (a) und 200 nm (b). 

Mit den hier durchgeführten dSTORM- und Durchflusszytometrie-Messungen wurde 

zum ersten Mal ein Hinweis auf das mögliche Vorhandensein von Ceramiden in der 

Plasmamembran von N. meningitidis und dem N. gonnorrhoeae Stamm N927 erhalten. 

Da, wie eingangs beschrieben, auch schon in anderen Bakterien Ceramide 

nachgewiesen werden konnten, ist dies keine abwegige Vorstellung. Mit den 

verschiedenen Kontrollmessungen konnte eine artifizielle Bindung der anti-Ceramid 

Antikörper ausgeschlossen werden. In folgenden Messungen muss nun analysiert 

werden, warum die Bakterien die Azo-Ceramide anders verteilt einbauen, als die schon 

vorhandenen Ceramide. Außerdem kann mit biochemischen und molekularbiologischen 

Methoden überprüft werden, ob die Ceramide in den Bakterien zum Beispiel bei der 

Adhäsion oder Invasion in eukaryotische Zellen eine Funktion übernehmen. 
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4.3 Identifizierung von Pathogen-Erkennungsrezeptoren auf NK-

Zellen 

Nicht nur Bakterien sind potentielle Krankheitserreger, gegen die sich unsere Zellen 

wehren müssen. Wir atmen täglich mehrere Hundert Pilzsporen ein. Darunter sind auch 

Schimmelpilze, wie zum Beispiel Aspergillus fumigatus (A. fumigatus). Bei gesunden 

Menschen verhindert das Immunsystem eine Ausbreitung im Körper, sodass wir keine 

Auswirkungen spüren. Bei immunsupprimierten Menschen, bei denen zum Beispiel 

gerade eine Stammzelltransplantation durchgeführt wurde oder die an Leukämie leiden, 

kann sich jedoch der Schimmelpilz im gesamten Körper ausbreiten. Man spricht dann 

von einer invasiven Aspergillose (IA) [Segal, 2009]. Immunsupprimierte Patienten mit 

einer IA haben eine sehr schlechte Überlebensprognose [Singh & Paterson, 2005]. 2015 

wurde eine Studie veröffentlicht, in der herausgefunden wurde, dass 

Stammzelltransplantations-Patienten mit einer massiven IA weniger natürlichen Killer- 

(NK-) Zellen besitzen, als die Patienten mit einer gut kontrollierten IA [Stuehler et al., 

2015]. NK-Zellen zählen zu den Lymphozyten und sind Bestandteil des angeborenen 

Immunsystems. Sie lysieren nicht nur infizierte oder entartete Zellen, sondern spielen 

auch bei der Modulation der adaptiven Immunantwort eine wichtige Rolle [Schuster et 

al., 2016]. Zwei Studien konnten zeigen, dass NK-Zellen durch Interaktion mit A. 

fumigatus aktiviert werden [Schmidt et al., 2011; Bouzani et al., 2011]. Schmidt et al. 

konnten nachweisen, dass aktivierte Zellen zytotoxische Granzyme und Perforine 

ausschütten und damit A. fumigatus-Hyphen zerstörten. Bouzarni et al. fanden dagegen 

heraus, dass durch direkten Kontakt mit A. fumigatus-Keimlinge NK-Zellen Interferon γ 

ausschütten und dies zu einer Schädigung des Pilzes führt. Wie genau jedoch die NK-

Zellen den Pilz erkennen war bisher noch nicht geklärt.  

Mit Durchflusszytometrie-Messungen, die von den Kooperationspartnern aus dem 

Lehrstuhl für Innere Medizin II der Universität Würzburg durchgeführt wurden, wurden 

zunächst verschiedene NK-Zell-aktivierende Rezeptoren und A. fumigatus-Muster-

Erkennungs-Rezeptoren (engl.: pattern recognition receptors, PRRs) bei A. fumigatus-

Kontakt untersucht. Dabei wurde die Expression der NK-Zell-aktivierenden Rezeptoren 

NKp44, 2B4, NTB-A und DNAM1 und der PRRs TLR-2, TLR-4, Dectin-1 und NKp30 

analysiert. Es wurde jedoch bei keinem dieser Proteine eine Veränderung festgestellt 

[Ziegler et al., 2016]. Interessanterweise konnte aber eine Reduktion der CD56-

Fluoreszenz verglichen mit NK Zellen, die nicht mit dem Pilz in Kontakt kamen, 

beobachtet werden. NK-Zellen lassen sich von anderen Immunzellen durch die Präsenz 
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des Glykoproteins CD56 und die Abwesenheit von CD3 unterscheiden. NK-Zellen 

werden in CD56bright und CD56dim Zellen unterteilt. CD56dim Zellen sind zytotoxischer, 

während CD56bright Zellen mehr Zytokine produzieren, wodurch sie andere 

Immunzellen aktivieren [Cooper et al., 2001]. In einer kürzlich veröffentlichten Studie 

wurde herausgefunden, dass sich CD56 auch an der Kontaktstelle zu Stomazellen 

anhäuft und somit die sich früh entwickelnde Immunzellsynapse charakterisiert. Dort ist 

das Protein an der NK-Zell-Bewegung und -Entwicklung beteiligt [Mace et al., 2016]. 

Um zu analysieren woher die Abnahme der CD56-Fluoreszenz resultiert, wurden 

weitere Versuche durchgeführt. Es konnte gezeigt werden, dass die Zellen kein CD56 in 

den Überstand abgeben und die CD56 Reduktion nicht durch Apoptose induziert wird. 

Außerdem konnte ausgeschlossen werden, dass die Rezeptoren internalisiert werden 

und deshalb weniger CD56 detektiert wird. Western Blot-Analysen zeigten, dass die 

CD56-Proteine nach A. fumigatus-Inkubation noch intakt vorliegen. Mittels 

quantitativer real-time PCR konnte ebenfalls nachgewiesen werden, dass die 

Genexpression von CD56 durch den Pilz nicht beeinflusst wird. Nachdem all diese 

möglichen Ursachen der CD56-Fluoreszenz-Reduktion ausgeschlossen werden konnten, 

wurde die Hypothese aufgestellt, dass die CD56-Moleküle bei Kontakt mit dem Pilz an 

diesen binden, dadurch maskiert werden und nicht mehr mit Durchflusszytometrie-

Messungen detektiert werden können. Möglich wäre auch, dass bei der Ernte der NK-

Zellen Membranstrukturen an der klebrigen Pilzwand haften bleiben, was auch eine 

Reduktion der CD56-Fluoreszenz hervorrufen könnte. Um diese möglichen Erklärungen 

zu überprüfen, wurden fluoreszenzmikroskopische Messungen mit einem konfokalen 

LSM und 2D- bzw. 3D-dSTORM-Messungen durchgeführt. Hier wurde sichtbar, dass 

sich die Verteilung der CD56-Moleküle bei Pilzkontakt verändert. Während CD56 in 

NK-Zellen ohne Pilzkontakt homogen in der Plasmamembran vorliegt, verlagert es sich 

bei Pilzkontakt an die Kontaktstelle NK-Zelle zu Pilz (Abbildung 29). Je länger die NK-

Zellen mit A. fumigatus inkubiert wurden, desto mehr Signal wurde an der Kontaktstelle 

detektiert und desto weniger im Rest der Membran. Daraus wurde geschlossen, dass 

CD56 aktiv an die Kontaktstelle transportiert wird. Mit Durchflusszytometrie-

Messungen der Kooperationspartner konnte außerdem gezeigt werden, dass die CD56 

Relokalisation Aktin-abhängig ist, während ein Transport an Mikrotubuli 

ausgeschlossen werden konnte. 
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Abbildung 29: CD56 wird an die Kontaktstelle NK-Zelle - A. fumigatus reorganisiert. NK-Zellen wurden 

entweder alleine (a, c) oder zusammen mit A. fumigatus-Keimlinge (b, d-f) für 3 h inkubiert. Danach 

wurden sie fixiert und mit einem Al647-markierten anti-CD56 IgG-Antikörper gefärbt. (a) und (b) zeigen 

LSM-Bilder, wobei in Rot CD56-Signal dargestellt ist und in Cyan die Autofluoreszenz. Ohne 

Vorhandensein des Pilzes ist das CD56-Signal homogen in der Plasmamembran der Zellen verteilt (a). 

Binden die Zellen an den Pilz, häuft sich das CD56-Signal an der Kontaktstelle an (b). Dies ist auch gut 

in 2D- (ciii, diii) und 3D-dSTORM (f) -Aufnahmen erkennbar. (ci), (di) und (e) zeigen 

Durchlichtaufnahmen, (cii) und (dii) sind Weitfeld-Fluoreszenzaufnahmen. (f) ist die Vergrößerung der 

umrahmten Region in (e). Die z-Ebene in (f)  ist farbcodiert. Maßbalken: 1,5 µm (c, dii, diii), 2 µm (b, f), 

3 µm (a, e), 4 µm (di) und 5 µm (b).  

Mit diesen Ergebnissen konnte erstmals gezeigt werden, dass CD56 eine entscheidende 

Rolle bei der-Erkennung von A. fumigatus durch NK-Zellen spielt. CD56 akkumuliert 

bei Pilzkontakt an der Kontaktstelle, wo es aktiv hin transportiert wird.  
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4.4 Analyse der Autoantikörper von Anti-NMDAR Enzephalitis 

Patienten mittels dSTORM 

Anti-N-Methyl-D-Aspartat-Rezeptor (NMDAR) Enzephalitis ist eine immunvermittelte 

Erkrankung, die zum ersten mal 2007 beschrieben wurde [Dalmau et al., 2007]. 

Patienten bilden dabei Autoantikörper gegen die extrazelluläre Domäne ihrer eigenen 

NMDA-Rezeptoren. NMDA-Rezeptoren sind Heterotetramere, die aus je zwei Kopien 

einer NR1- und einer NR2-Untereinheit zusammengesetzt sind [Karakas & Furukawa, 

2014] und auf der postsynaptischen Seite von Neuronen vorkommen. NMDA-

Rezeptoren spielen eine wichtige Rolle in der synaptischen Plastizität. Erste Studien 

konnten zeigen, dass die meisten pathogenen Patientenantikörper an die N-terminale 

Domäne der NR1-Untereinheit bindet und dabei die Funktion des Kanals behindern 

[Gleichman et al., 2012]. Die meisten Anti-NMDAR Enzephalitis Patienten zeigen ein 

mehrstufiges Erkrankungsbild mit psychiatrischen und neurologischen Störungen 

[Peery et al., 2012; Fischer et al., 2016]. Es gibt Hinweise, dass die Autoantikörper die 

Dichte der NMDA-Rezeptoren reduzieren, hauptsächlich durch eine erhöhte 

Rezeptorinternalisierung [Moscato et al., 2014]. Wie jedoch genau die Autoantikörper 

die Lokalisation der NMDA-Rezeptoren in der Postsynapse beeinflussen und die 

Veränderungen in der Rezeptorexpression und -internalisierung induzieren und dies zu 

einer Störung der synaptischen Plastizität führt, ist noch nicht geklärt.  

In einer Kooperation mit dem Hans-Berger Lehrstuhl für Neurologie der 

Universitätsklinik Jena sollen diese Fragen mit Hilfe von Patch-Clamp und 

hochauflösender Fluoreszenzmikroskopie geklärt werden. Im Rahmen dieser 

Doktorarbeit wurden dafür erste dSTORM-Messungen durchgeführt. Die 

Kooperationspartner reinigten zunächst IgG-Antikörper von mehreren anti-NMDAR 

Enzephalitis Patienten auf. Die Antikörper wurden dann für Fluoreszenzmessungen mit 

Cy5 direkt markiert und aufgereinigt. Um zunächst zu überprüfen, ob die 

Patientenantikörper (Pat.-IgG) an NR1 oder NR2 binden, wurden HEK-Zellen mit 

entweder der NR1- oder NR2-Untereinheit transfiziert und mit den Pat.-IgGs-Cy5 

gefärbt. dSTORM-Aufnahmen zeigen deutlich, dass die Antikörper hauptsächlich an die 

NR1-Untereinheit binden, wo sie homogen verteilt sind (Abbildung 30). Des Weiteren 

wurden die mit NR1 transfizierten Zellen mit IgG-Antikörper aus gesunden Menschen 

(Ktr.-IgG) gefärbt. Hier ist die Bindung der Antikörper ebenfalls deutlich geringer 

(Abbildung 30c). Diese Ergebnisse stimmen mit der Literatur überein [Gleichman et al., 

2012] und bestätigt die Spezifizität der aufgereinigten Antikörper. 
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Abbildung 30: Antikörper aus anti-NMDAR Encephalitis Patienten binden an die Untereinheit NR1 des 

NMDA-Rezeptors. HEK-Zellen wurden entweder mit der NMDAR-Untereinheit NR1 oder NR2  

transfiziert. Die Zellen wurden fixiert, permeabilisiert und mit Cy5-markierten Antikörpern aus anti-

NMDAR-Encephalitis Patienten (Pat.-IgG) gefärbt. Als Kontrolle wurden die NR1 transfizierten Zellen 

zusätzlich noch mit Antikörper aus gesunden Patienten (Ktr.-IgG) inkubiert. dSTORM-Aufnahmen 

zeigen eine deutliche Färbung mit dem Patienten-Antikörper bei den NR1 transfizierten Zellen (a), 

wohingegen die NR2 transfizierten Zellen (b) kaum angefärbt sind. (c) Die Lokalisationsdichte bei NR1 

transfizierten und mit Pat.-IgG gefärbten Zellen ist ~ 5 fach höher als die bei den NR2 transfizierten 

Zellen und NR1 transfizierten aber mit Ktr.-IgG angefärbten Zellen. Maßbalken: 2 µm. 

Als nächstes wurden die Pat.-IgGs auf fixierten hippocampalen Maus-Neuronen 

getestet. Hier ist auf den 2D- und 3D-dSTORM-Aufnahmen zu erkennen, dass die 

Antikörper zum einen dicht gepackt in den Synapsen vorliegen, zum anderen aber auch 

dünner verteilt in den extrasynaptischen Regionen (Abbildung 31a, b). In den Synapsen 

konnten Cluster mit einem Median-Durchmesser von 94 nm (Abbildung 31c) 

ausgemacht werden, wohingegen extrasynaptisch die Antikörper in kleineren Clustern 

mit einem Durchmesser von 67 nm akkumulieren. Die größeren synaptischen Cluster 

enthielten durchschnittlich ~ 500 ± 60 Lokalisationen (± s.e.m., n=106), während bei 

den kleineren extrasynaptischen nur ~ 100 ± 5 Lokalisationen (n=1381) gezählt werden 

konnten. Die Färbungen wurden auch mit einem kommerziellen NR1-bindenden 

Antikörper verglichen, wobei ein ähnliches Muster erkennbar war (Abbildung 31d, e, f).  
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Abbildung 31: NR1 liegt in den Synapsen von hippocampalen Maus-Neuronen in Clustern vor. 

Hippocampale Maus-Neuronen wurden fixiert und entweder mit menschlichen anti-NMDAR Encephalitis 

Antikörper (a,b) oder einem kommerziellen NR1-Antikörper (d, e, f) angefärbt und mit dSTORM 

aufgenommen. Beide Antikörper zeigen ähnliche Verteilung: sie liegen dicht gepackt in den Synapsen 

vor und sind in den extrasynaptischen Regionen homogen verteilt. Die Cluster in den Synapsen haben 

einen Median-Durchmesser von 94 nm (c), wohingegen die extrasynaptischen Cluster kleiner sind 

(Median: 67 nm). (b) und (e) zeigen die dSTORM-Aufnahmen, (a) und (d) die dazugehörigen Weitfeld-

Fluoreszenzaufnahmen und (f) eine 3D dSTORM Aufnahme. Maßbalken: 2 µm (a, b), 1 µm (d, e) und 4 

µm (f). 

Um in folgenden Messungen die genaue Lokalisation der Pat.-IgGs in den Synapsen zu 

identifizieren, wurden Marker für Prä- und Postsynapsen und mit diversen 

Färbeprotokollen getestet [Dani et al., 2010; Andreska et al., 2014]. Dazu wurden 

Neuronen fixiert, permeabilisiert und mit Antikörper gegen das präsynaptische Protein 

Bassoon und das postsynaptische Protein Homer1 gefärbt. Mit dSTORM-Messungen 

wurde sichtbar, dass die Proteine in länglichen Clustern vorliegen. Homer1 und 

Bassoon Cluster lagen dabei meistens gegenüber voneinander, meist getrennt von einer 

nicht gefärbten Region, die den synaptischen Spalt kennzeichnete (Abbildung 32). Die 

Form und Größe des synaptischen Spalts war dabei von der Orientierung der Synapse 

während der Messung abhängig. Mit den Aufnahmen konnte gezeigt werden, dass mit 

dSTORM, aufgrund der erhöhten Auflösung, zwischen Prä-und Postsynapse 



4 Ergebnisse und Diskussion 

86 

unterschieden werden kann. Außerdem eignen sich die Antikörper gegen Homer1 und 

Bassoon hervorragend, um die Lokalisation anderer Proteine zu untersuchen. 

 

Abbildung 32: Mit dSTORM-Messungen kann zwischen Prä- und Postsynapse unterschieden werden. 

Hippocampale Maus-Neuronen wurden fixiert, permeabilisiert und über indirekte Immunhistochemie mit 

einem anti-Bassoon Antikörper und Al532 (grün) bzw. einem anti-Homer1 Antikörper und Al647 

(magenta) angefärbt. Bei den dSTORM-Aufnahmen kann zwischen dem präsynaptisch liegenden 

Bassoon-Protein und dem postsynaptischen Homer1-Protein unterschieden werden. Die Größe des 

dazwischenliegenden synaptischen Spalts hängt von der Orientierung der Synapse während der Messung 

ab. (1-3) sind Vergrößerungen der umrandeten Regionen. Maßbalken: 1 µm und 200 nm 

(Vergrößerungen). 
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5 Fazit und Ausblick 

5.1 Artefakte in der SMLM 

Methoden der Lokalisationsmikroskopie, wie PALM und dSTORM, ermöglichen es 

Moleküle zu quantifizieren und deren Verteilung zu analysieren. Gerade weil diese 

Methoden Ergebnisse auf Einzelmolekülebene liefern, ist es von besonderer Bedeutung 

potentielle Artefakt-generierende Quellen zu identifizieren und zu eliminieren.  

Je mehr Photonen pro Fluorophor detektiert werden können, desto genauer kann deren 

Position lokalisiert werden und desto genauer wird die Struktur abgebildet. Eine 

Strategie, die Photonenzahl zu erhöhen, ist den Triplettzustand zu löschen. In der 

Literatur sind verschiedene chemische Additive als Triplettlöscher beschrieben [Evans, 

1957; Snavely & Schäfer, 1969; Pappalardo, 1970; Liphardt et al., 1982; Zheng et al., 

2012; Zheng et al., 2016;]. Dies wurde jedoch bisher nur auf Ensembleebene überprüft. 

Die Auswirkungen bei PALM- oder dSTORM-Messungen auf die Photonenausbeute 

wurde hingegen noch nicht analysiert. Im Rahmen dieser Arbeit konnte mit Hilfe von 

FCS-Messungen zunächst gezeigt werden, dass bei Zugabe von COT der 

Triplettzustand von Fluorophoren, die im blauen, grünen oder roten Bereich 

absorbieren, abnimmt. Bei dSTORM-Messungen hatte COT jedoch nur bei Al647 einen 

größeren positiven Effekt. Bei den anderen Fluorophoren blieb die Anzahl der 

gemessenen Photonen gleich oder nahm nur minimal zu. Eine Erklärung für diese 

Widersprüchlichkeit zu den Ergebnissen aus den FCS-Messungen, könnte das 

Vorhandensein des Schaltpuffers in dSTORM-Messungen sein. Dieser bewirkt ein 

Übergang der Fluorophore in den Aus-Zustand bzw. entzieht dem Puffer Sauerstoff. 

Das bedeutet, dass es nur sinnvoll ist, COT bei Messungen mit Al647 in einer niedrigen 

mM-Konzentration einzusetzen. Al647 ist jedoch schon der Farbstoff, der am 

geeignetsten für dSTORM-Messungen ist. Er besitzt schon eine hohe Quantenausbeute 

und lässt sich am besten schalten. Für Zweifarben-Messungen wäre es aus diesem 

Grund gut, einen Triplettlöscher zu finden, der bei Fluorophoren, die im blauen oder 

grünen Bereich absorbieren, die Photonenzahl erhöht. KI wurde als Triplettlöscher 

beschrieben, der bei blauen Fluorophoren eine Erhöhung der Photonenausbeute bewirkt 

[Chmyrov et al., 2010]. Mit FCS-Messungen konnte gezeigt werden, dass die Zugabe 

von KI tatsächlich in einer leichten Verringerung des Triplettzustands von Al488 

resultiert. Im Gegensatz dazu nahm er bei steigender KI-Konzentration bei Al532, 

Al647 und At655 zu. Bei dSTORM-Messungen nahm die Intensität von Al488 zunächst 
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sehr leicht zu, bei höheren KI-Konzentrationen jedoch wieder ab. Vorstellbar ist, dass 

die Fluorophore zunächst mehr Photonen aussenden können, da bei niedrigen KI-

Konzentrationen die Reduktion der photooxidierten Fluorophore gefördert wird. Da 

jedoch bei höheren KI-Konzentrationen nicht-photooxidierte Fluorophore reduziert 

werden und bei dSTORM-Messungen wenig Sauerstoff vorhanden ist, um sie daraus 

wieder zu oxidieren, nimmt die Intensität ab. Die Photonenzahl bei Al532 und Al647 

nimmt hingegen deutlich ab. Somit sollte auch KI nicht für Ein- oder Zweifarben-

dSTORM-Messungen eigesetzt werden. 

 D2O greift nicht am Triplettzustand an, sondern bewirkt eine Verbesserung der 

Photonenausbeute dadurch, dass strahlungslose Relaxationsprozesse minimiert werden 

[Suppan, 1994]. In dSTORM-Messungen mit Al647 und At655 bewirkte D2O nicht, 

dass insgesamt mehr Photonen detektiert wurden, sondern nur in kürzerer Zeit die 

gleiche Anzahl von Photonen ausgesendet wurden. Das bedeutet, dass D2O eingesetzt 

werden kann, wenn eine Probe schnell vermessen werden muss, wie zum Beispiel bei 

Lebendzellmessungen. 

Nicht nur eine zu niedrige Photonenzahl, auch eine zu geringe Photoschaltrate kann 

Artefakte in dSTORM-Messungen erzeugen. Es konnte gezeigt werden, dass 

insbesondere bei Aufnahmen der Plasmamembran besondere Vorsicht geboten ist, um 

markierte Moleküle der Wahrheit entsprechend abzubilden [Burgert et al., 2015]. 

Plasmamembranen weisen viele inhomogene und lokal dichte Regionen auf, wie zum 

Beispiel Membraneinstülpungen oder Vesikel, die sich dicht bei der Membran befinden. 

Sind mehr als ein Emitter pro µm² gleichzeitig an, kann rapidSTORM die einzelnen 

Fluorophore nicht mehr richtig fitten, wodurch große Cluster erzeugt werden. Wenn nun 

eine Quantifizierung der Moleküle durchgeführt bzw. die Verteilung der Moleküle 

analysiert werden soll, werden falsche Ergebnisse erhalten. Die hier durchgeführten 

Messungen machen deutlich, wie wichtig eine ausreichende Photoschaltrate ist. Die 

Rohdaten sollten immer sorgfältig gesichtet und notfalls die Messungen mit einer 

höheren Laserleistung wiederholt werden. Da dSTORM immer mehr zur 

Quantifizierung und Clusteranalyse eingesetzt wird, wäre es sinnvoll, bei 

Veröffentlichungen die Rohdaten von entscheidenden Aufnahmen der Öffentlichkeit zur 

Verfügung zu stellen. 

Um artifizielle Cluster zu verhindern, muss auch die Färbemethode sorgfältig gewählt 

und überprüft werden. Der Marker sollte dabei möglichst klein sein und nahe bei dem 

zu markierenden Zielmolekül liegen. Besonders bewährt hat sich hier die Click-Chemie 
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[Letschert et al., 2014; Löschberger et al., 2014b]. Am häufigsten werden jedoch immer 

noch Antikörper zum Anfärben verwendet. Hier sollte jedoch darauf geachtet werden, 

dass keine IgM-Antikörper verwendet werden, da diese besonders groß sind und 

Moleküle vernetzen können, wodurch artifizielle Cluster entstehen können. Aber auch 

wenn die kleineren IgG-Antikörper verwendet werden, muss überprüft werden, ob 

gemessene Cluster echte Cluster sind. Baumgart et al. veröffentlichten kürzlich eine 

einfache Methode dies zu kontrollieren [Baumgart et al., 2016]. Diese wurde auch 

verwendet, um Ceramid-Cluster auf der Plasmamembran auf ihre Echtheit zu 

überprüfen. Dafür wurde eine Titrationsreihe von C16/24-Ceramid bindenden 

Antikörper hergestellt, Zellen gefärbt und mit dSTORM visualisiert. Da der 

Durchmesser der Cluster sich bei unterschiedlichen Antikörper-Konzentrationen nicht 

veränderte, sondern nur die Anzahl der Lokalisationen zunahm, konnte bewiesen 

werden, dass Ceramide wirklich in Clustern auf der Plasmamembran verteilt sind.  

5.2 Plasmamembran-Ceramide 

Ceramide spielen eine wichtige Rolle in verschiedenen zellulären Prozessen und bei 

Krankheiten [Hannun & Obeid, 2002; Gulbins & Li, 2006; Simons & Ikonen, 1997; 

Babiychuk et al., 2008; Stancevic & Kolesnick, 2010; van Blitterswijk et al., 2003; 

Bollinger et al., 2005; Grassme et al., 2002; Beyersdorf & Muller, 2015; Apostolidis et 

al., 2016; Holopainen et al., 1998]. Sie konnten hier erstmals hochaufgelöst werden und 

somit mehr über ihre Verteilung rausgefunden werden. Neben dem Durchmesser der 

CRPs (~ 75 nm) konnte auch eine ungefähre Anzahl der Moleküle in diesen bestimmt 

werden. Es befanden sich je nach Zelllinie 16-22 C16/24-Ceramide in einem CRP. Bei 

Inkubation von HBME-Zellen mit bSMase wurden mehr größere CRPs und mehr CRPs 

mit einer höheren Anzahl von Molekülen gemessen. Eine Folge der Erhöhung der 

Ceramidkonzentration und Anzahl der CRPs nach bSMase-Inkubation könnte eine 

Veränderung der Löslichkeit von Membrankomponenten sein, was wiederum eine 

Akkumulation bestimmter Rezeptoren oder eine Kompartimentierung bestimmter 

Proteine erleichtern könnte. Die Anhäufung der Ceramide in den CRPs könnte ebenfalls 

die lokale Interaktion mit anderen Membranmolekülen erleichtern und dadurch 

möglicherweise die Reaktivität von Rezeptoren verändern. Dies könnte in weiteren 

Messungen überprüft werden, indem andere Rezeptoren markiert werden. Mit den 

Messungen konnte gezeigt werden, dass dSTORM eine Methode darstellt, mit der 

einzelne Moleküle gezählt werden können und Aussagen darüber getroffen werden 

können, wie diese Moleküle angeordnet sind. Dies ist wichtig um zelluläre Prozesse 
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besser verstehen zu können, um dann zum Beispiel Ansätze zu entwickeln Krankheiten 

zu bekämpfen. 

Die Erhöhung der Plasmamembran-Ceramide wurde wie oben beschreiben künstlich 

durch extern zugefügter bSMase erzeugt. Hier wäre es interessant gewesen zu 

überprüfen wie sich die Ceramidverteilung bei einer Infizierung mit Pathogenen 

verändert. Dies war jedoch nicht möglich, da die anti-Ceramid IgG-Antikörper auch an 

die verwendeten Neisseria meningitidis Bakterien binden. Um den natürlichen 

Bedingungen einer N. meningitidis-Infektion näher zu kommen, sollen hier in einem 

weiteren Schritt verschiedene entscheidende Proteine, z.B. Proteine des Typ IV Pilus 

(Kapitel 1.3) des Bakteriums isoliert werden, zu den eukaryotischen Zellen gegeben und 

die Ceramide angefärbt werden. Auch könnte dSTORM genutzt werden, um die 

Adhäsion von N. meningitidis an Endothelzellen näher zu untersuchen. Da mit der 

Technik eine Auflösung von ~ 20 nm erreicht werden kann, ist es möglich einzelne Pilis 

aufzulösen und somit mehr über die Interaktion zwischen Bakterien und eukaryotischen 

Zellen zu erfahren. Mit einer Antikörper-Färbung der äußeren Membranproteine, konnte 

in einem ersten Versuch schon gezeigt werden, dass die Pili mit dSTORM klar zu 

erkennen sind (Abbildung 33). 

                    

 

Um die Zusammensetzung der CRPs bzw. die Affinität anderer Moleküle zu diesen 

Plattformen näher zu analysieren, wurden Cofärbungen durchgeführt. Chiantia et al. 

veröffentlichten Rasterkraftmikroskopie-, LSM- und Scanning-FCS-Messungen, mit 

denen sie eine Clusterung von GM1-Gangliosiden und einer GPI-verankerten 

alkalischen Phosphatase in CRPs auf synthetischen Membranen nachweisen konnten 

[Chiantia et al., 2008]. In der vorliegenden Arbeit sollte dies in der Plasmamembran von 

Zellen nachgeprüft werden. Die Colokalisationsanalyse von CtxB, das GM1-

Ganglioside anfärbt, und anti-Ceramid Antikörpern weist zwar auf eine Colokalisation 

Abbildung 33: Mit dSTORM 

können Pili visualisiert werden. Der 

N. meningitidis -Stamm MC58 

wurde fixiert und mit einem anti-

OMP IgG-Antikörper und einem 

sekundären Al647-markierten 

Antikörper gefärbt. Der grüne Pfeil 

deutet auf einen gut erkennbaren 

Pili. Maßbalken: 200 nm. 
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hin, andererseits konnte auch festgestellt werden, dass CtxB Moleküle vernetzt und die 

CRPs künstlich vergrößert. CtxB eignet sich deshalb nicht für Untersuchungen auf 

Einzelmolekülebene. Die Färbung des GPI-Ankers des humanen Folatrezeptors mittels 

Transfektion zeigte bei PALM-Messungen eine größtenteils homogene Verteilung auf. 

Dies stimmt mit den kürzlich veröffentlichten Ergebnissen von Baumgart et al. überein 

[Baumgart et al., 2016], widerlegt jedoch die Studie von Chiantia et al. [Chiantia et al., 

2008] und auch andere Studien [Anderson, 1998; Raghupathy et al., 2015]. Mit den hier 

durchgeführten Versuchen konnte zwar kein definitives Vorhandensein anderer 

Moleküle in den CRPs nachgewiesen werden, sie zeigen jedoch ein weiteres Mal wie 

wichtig die richtige Färbemethode ist. Dass CtxB die CRPs künstlich vergrößert, könnte 

mit konventioneller Fluoreszenzmikroskopie nicht festgestellt werden. Erst mit 

Methoden, die eine höhere Auflösung besitzen, ist dies möglich. Obwohl CtxB häufig in 

der Literatur auch als lipid raft Marker verwendet wird, sollte darauf verzichtet werden. 

Die Ergebnisse machen außerdem deutlich, dass dSTORM in Kombination mit 

lokalisationsgenauen Clusteranalysen eine hervorragende Technik darstellt, um die 

Verteilung verschiedener Plasmamembranmoleküle zu analysieren.  

Eine Frage, der bei diesem Projekt noch nachgegangen werden könnte, ist die 

Verteilung der intrazellulären Ceramide. Zum Beispiel könnte untersucht werden, wie 

Ceramide an die Plasmamembran transportiert werden. Ein erster Versuch dazu wurde 

in Kooperation mit dem Lehrstuhl für Virologie der Universität Würzburg durchgeführt. 

Primäre T-Zellen wurden permeabilisiert und Mikrotubuli und Ceramide mit 

unterschiedlichen Fluorophoren gefärbt. Die Zellen wurden dann mit dSTORM 

aufgenommen (Abbildung 34). Es wurde deutlich, dass die Ceramide nicht nur in der 

Plasmamembran lokalisiert sind, sondern auch viele mit den Mikrotubuli colokalisieren. 

Hierzu müssen jedoch noch weitere Messungen durchgeführt werden, um den Transport 

entlang der Mikrotubuli zu bestätigen.  
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Statt Antikörpern klickbare Ceramidanaloga einzusetzen um Plasmamembran-Ceramide 

hoch aufzulösen, war nicht möglich, da der Hintergrund auf dem Deckglas zu hoch war. 

Mit LSM- und SIM-Messungen konnte jedoch gezeigt werden, dass die Fettsäure-

Kettenlänge und die Position des Azids bei den Ceramidanaloga eine entscheidende 

Rolle spielt, wie hoch das detektierte Signal in der Plasmamembran letztendlich ist. Die 

Experimente mit den vorgeklickten Molekülen deuten darauf hin, dass das Azid bei 

langkettigen Ceramidanaloga nicht mehr so gut für den Farbstoff zugänglich ist. Da 

jedoch die vorgeklickten Ceramidanaloga auch löslicher sein könnten, als die Analoga, 

die noch keinen Farbstoff tragen, müssen hier weiter Versuche durchgeführt werden. 

Hier könnten Massenspektrometrie-Messungen weitere Ergebnisse liefern. Die 

aufgeführten Ergebnisse zeigen jedoch schon, dass die klickbaren Ceramidanaloga eine 

hervorragende Möglichkeit darstellen, um in lebenden Zellen Ceramide mit Hilfe LSM 

oder SIM zu untersuchen [Collenburg et al., 2016].  

Überraschenderweise kann die Spezies N. meningitidis Ceramidanaloga in ihre 

Zellmembran einbauen. Auch wurde eine Färbung dieser erhalten, wenn die Bakterien 

mit dem anti-Ceramid IgG-Antikörper inkubiert wurden. Der Unterschied zwischen den 

beiden Färbemethoden war jedoch, dass das Signal bei der Click-Chemie eher homogen 

in der Membran verteilt war, während bei der Antikörperfärbung große Domänen (~ 90 

nm) sichtbar wurden. Mit Kontrollmessungen konnte zum einen ausgeschlossen 

werden, dass Antikörperfärbungen bei N. meningitidis generell in Cluster resultieren, 

zum anderen dass der Antikörper fälschlicherweise an das strukturell-ähnliche LPS 

bindet. Daraus kann geschlossen werden, dass die Bakterien die zugefütterten 

Ceramidanaloga anders einbauen, als die schon vorhandenen Ceramide verteilt sind. 

Abbildung 34: Ceramide werden 

entlang Mikrotubuli transportiert. 

Primäre T-Zellen wurde fixiert 

und vorsichtig permeabilisiert. 

Die Mikrotubuli (magenta) 

wurden dann über direkte 

Immunhistochemie mit Al647 

und die intrazellulären Ceramide 

(grün) über indirekte 

Immunhistochemie mit einem 

IgG-Antikörper und Al532 

angefärbt und mit dSTORM 

hochaufgelöst. Maßbalken: 1 µm. 
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Um weiter zu überprüfen, ob N. meningitidis tatsächlich Ceramide besitzen, könnten die 

Bakterien in Minimalmedium kultiviert werden. Da in diesem Medium keine 

Sphingolipide vorhanden sind, könnte somit ausgeschlossen werden, dass die Bakterien 

die Ceramide aus dem Medium aufnehmen und in ihre Membran einbauen und dadurch 

eine Färbung mit den Antikörpern entsteht. Da auch schon bei Bacillus burgdorferi 

nachgewiesen werden konnte, dass Bakterien Lipide aus Endothelzellen extrahieren und 

einbauen können [Crowley et al., 2013], wäre dies ein vorstellbarer Prozess. Auch der 

Befund, dass Bakterien Ceramide aus dem Medium aufnehmen können und in ihre 

Membran einbauen wäre ein sehr wichtiges Ergebnis und in weiteren Versuchen sollte 

geklärt werden, welcher biologische Vorteil der Einbau von Ceramiden für Bakterien 

mit sich bringt. Generell muss nun mit biochemischen und molekularbiologischen 

Methoden herausgefunden werden, welche Funktion die Ceramide in den Bakterien 

erfüllen. 

5.3 CD56 ist ein Erkennungsrezeptor für A. fumigatus 

Unter den rund 200 Arten der Schimmelpilzgattung Aspergillus, ist Aspergillus 

fumigatus (A. fumigatus) der wichtigste humanpathogene Pilz. Für gesunde Menschen 

stellen seine Sporen keine große Gefahr dar, bei Menschen mit einem supprimierten 

Immunsystem kann er jedoch eine invasive Aspergillose auslösen, die oft zum Tod führt 

[Dagenais & Keller, 2009]. Aus diesem Grund ist es von besonderer Bedeutung genau 

zu verstehen, wie das Immunsystem bei gesunden Menschen die Ausbreitung des Pilzes 

verhindert, um mögliche Behandlungsstrategien von Aspergillose-Patienten entwickeln 

zu können. Da in den letzten Jahren herausgefunden wurde, dass natürliche Killerzellen 

(NK-Zellen) dabei eine wichtige Rolle spielen [Schmidt et al., 2011; Bouzani et al., 

2011; Stuehler et al., 2015], wurde in der Kooperation mit u.a. dem Lehrstuhl für Innere 

Medizin II der Universität Würzburg die Interaktion zwischen NK-Zellen und A. 

fumigatus näher untersucht. Dabei konnte das Zellmembranprotein CD56 auf den NK-

Zellen erstmals als wichtiger Erkennungsrezeptor von A. fumigatus identifiziert werden. 

Es konnte mit LSM- und dSTORM-Messungen gezeigt werden, dass CD56 bei NK-

Zellen normalerweise homogen in der Plasmamembran verteilt ist. Bei Inkubation mit 

A. fumigatus akkumuliert das Protein mit der Zeit immer stärker an die Kontaktstelle zu 

dem Pilz. Dieses Ergebnis ist ein wichtiger Schritt um besser die Abwehr des 

Immunsystems bei einer A. fumigatus Infektion zu verstehen. Die nächsten Schritte 

werden nun sein, rauszufinden wie die NK-Zellen den Pilz nach der Erkennung 

schädigen. Schmidt et al. konnten mit molekularbiologischen Methoden zeigen, dass 
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aktivierte NK-Zellen zytotoxische Granzyme und Perforine ausschütten, die die Pilze 

schädigen sollen [Schmidt et al., 2011; Bouzani et al., 2011]. Mehr Informationen, 

besonders darüber ob NK-Zellen Perforin und Granzyme gezielt an der Kontaktstelle 

ausschütten, könnten mit mikroskopischen Messungen erhalten werden. Um mehr über 

die Interaktion der NK-Zellen mit A. fumigatus zu erfahren, könnten Versuche mit 

lebenden NK-Zellen, die mit dem Pilz inkubiert werden, durchgeführt werden. Die 

Zellen könnten dabei mit einer Plasmamembranfärbung markiert werden und die 

Interaktion über die Zeit entweder mit einem LSM oder SIM beobachtet werden. 

5.4 Anti-NMDAR Enzephalitis Autoantikörper  

Anti-N-Methyl-D-Aspartat-Rezeptor Enzephalitis ist eine immunvermittelte 

Erkrankung, die durch ihre vielfältigen und unklaren Symptomen oft zu spät erkannt 

wird und dadurch zum Tod führen kann [Peery et al., 2012]. Die Patienten bilden 

Autoantikörper gegen die NR1-Untereinheit ihrer eigenen NMDA-Rezeptoren, was 

dann in einer Internalisierung dieser resultiert [Moscato et al., 2014]. Da die Krankheit 

erst 2007 erstmals beschrieben wurde [Dalmau et al., 2007], sind noch viele Fragen in 

der Entstehung und somit auch in der Behandlung offen. Um mehr über die Bindung der 

Autoantikörper an Neuronen und die Auswirkungen auf die Anzahl der NMDA-

Rezeptoren zu erfahren, wurden immunhistochemische Färbungen an hippocampalen 

Maus-Neuronen und dSTORM-Messungen dieser etabliert. Dabei wurden 

Autoantikörper von mehreren Anti-NMDAR Enzephalitis Patienten verwendet. Im 

Rahmen dieser Arbeit wurde zunächst die Bindung dieser aufgereinigten Antikörper an 

NMDA-Rezeptoren überprüft. Dabei konnte durch dSTORM-Messungen an NR1 bzw. 

NR2 transfizierte HEK-Zellen eindeutig nachgewiesen werden, dass der Autoantikörper 

an die NR1-Untereinheit bindet. Dies stimmt mit veröffentlichten Studien überein 

[Gleichman et al., 2012]. Die Verteilung der Autoantikörper an Neuronen wurde dann 

mit 2D- und 3D-dSTORM-Messungen untersucht. Hier konnten zum ersten Mal 

hochaufgelöste Aufnahmen der Antikörper erzeugt werden und deren Verteilung mit 

einer ~ 20 nm hohen Auflösung bestimmt werden. Dabei wurde sichtbar, dass die 

Antikörper zum einen dicht gepackt in den Synapsen vorliegen, aber auch dünner 

verteilt in den extrasynaptischen Regionen. Basierend auf der Ripley’s H-Funktion 

konnten in den Synapsen große Cluster von ~ 90  nm Durchmesser und extrasynaptisch 

kleinere Cluster mit einem durchschnittlichen Durchmesser von ~ 70 nm ausgemacht 

werden. Die dSTORM-Daten konnten auch genutzt werden um die ungefähre Anzahl 

der Lokalisationen von den Antikörpern zu bestimmen. Während in den größeren 
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Cluster durchschnittlich ~ 500 Lokalisationen gezählt wurden, waren in den kleineren 

durchschnittlich nur ~ 100 Lokalisationen vorhanden. Die Ergebnisse zeigen, dass 

dSTORM eine hervorragende Methode ist, um die Bindung der Autoantikörper zu 

quantifizieren. Die etablierten Protokolle und ersten dSTORM-Messungen können nun 

genutzt werden um weiterführende Versuche durchzuführen. Die Autoantikörper sollen 

nun mit einer Doppelfärbung von prä- und postsynaptischen Markern hochaufgelöst 

werden, um die Position der Antikörper besser lokalisieren zu können. Hierfür wurden 

schon Antikörper gegen das präsynaptische Protein Bassoon und das postsynaptische 

Protein Homer1 getestet und dSTORM-Bilder aufgenommen. Das größere Ziel in 

diesem Projekt ist es Mäusen humane Anti-NMDAR Enzephalitis Antikörper zu 

injizieren und die Veränderung der NMDA-Rezeptoren mit dSTORM in Kombination 

mit Patch-Clamp-Messungen zu analysieren und zu quantifizieren. 
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Abkürzungsverzeichnis 

A. fumigatus Aspergillus fumigatus 

Al Alexa Fluor 

ALEX alternierende Laseranregung 

ASM saure Sphingomyelinase 

Azo-Ceramide Azid-modifizierte Ceramide 

BSA Bovines Serumalbumin 

CB Zytoskelett-Puffer 

CBC Koordinaten-basierte Colokalisation 

CD engl.: clusters of differentiation 

CerC6 C6-Azo-Ceramide 

CerC6 C16-Azo-Ceramide 

CLSM konfokale Laser-Raster-Mikroskopie 

CMOS engl.: complementary metal oxide semiconductor chip 

CTxB Choleratoxin B 

CRP Ceramid-reiche Plattform 

COT Cyclooctatetraen 

DC Dendritische Zelle 

ddH2O doppelt destilliertes Wasser 

DNA Desoxyribonukleinsäure 

dSTORM engl.: direct Stochastic Optical Reconstruction Microscopy 

DOL Labelgrad 

E.coli Escherichia coli 

EMCCD engl.: electron multiplying charge-coupled device 

EphB2R Ephrin-B2 Rezeptor 

EPI Weitfeld Beleuchtung 

FA Formaldehyd 

fa Fettsäure 

FCS Fluoreszenzkorrelationsspektroskopie 

FCS Fetales Kälberserum 

FRAP Fluoreszenzerholung nach Photobleichen 

GA Glutaraldehyd 

GFP Grün-fluoreszierendes Protein 

GPI Glykosylphosphatidylinositol 

HBMEC mikrovaskuläre Endothelzellen eines menschlichen Gehirns 
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HBSS Lösung mit Hank’s Salzen 

HEK-Zellen menschliche embryonale Nierenzellen 

HILO engl.: highly inclined and laminated optical sheet 

IA invasive Aspergillose 

IgG Immunglobulin G 

IgM Immunglobulin M 

Ktr.-IgG IgG-Antikörper aus gesunden Menschen 

LPS Lipopolysaccharide 

MAD Median der absoluten Abweichung 

MCA morphologische Clusteranalyse 

MEA β-Mercaptoethylamin 

N. gonnorrhoeae Neisseria gonnorrhoeae 

NK-Zellen natürliche Killerzellen 

N. meningitidis Neisseria meningitidis 

NMDAR N-Methyl-D-Aspartat Rezeptor 

PALM engl.: photoactivated localization microscopy 

Pat.-IgG Patienten IgG-Antikörper 

PBMC humane mononukleäre Zellen des peripheren Blutes 

PBS Phosphatgepufferte Salzlösung 

PMT Photomultiplier 

PSF Punktspreizfunktion 

ROI engl.: region of interest 

RT Raumtemperatur 

s.e.m. Standardfehler des Mittelwerts 

SIM engl.: structured illumination microscopy 

SM Sphingomyelin 

SMasen Sphingomylinasen 

SMLM engl.: single molecule localization microscopy 

SOFI engl.: super-resolution optical fluctuation imaging 

STED engl.: stimulated emission depletion 

TIR Totale interne Reflexion 

U2OS-Zellen humane Osteosarkoma Zellen 

WGA Weizenkeimlektin 
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