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Entwicklung quantitativer Analysemethoden in der Lokalisationsmikroskopie

Um biologische Systeme auf dem Niveau einzelner Proteine und kleiner Proteinkomplexe bes-
ser untersuchen und verstehen zu können, ist eine Auflösung weit unterhalb der Grenze der
konventionellen Fluoreszenzmikroskopie erforderlich. In den letzten Jahren wurden verschiede-
ne Methoden entwickelt, um die Beugungsgrenze zu überwinden. Eine dieser Methoden stellt
die Lokalisationsmikroskopie dar, welche eine Strukturauflösung in Zellen bis in den Bereich
von 20 nm ermöglicht.
Die vorliegende Arbeit beschreibt neue Methoden für quantitative Analysen basierend auf der
Lokalisationsmikroskopie. Neben der erhöhten Strukturauflösung wird hierbei die zusätzliche
Information der einzeln detektierten Moleküle genutzt. Die Kombination der Visualisierung
von Strukturen im Bereich <100 nm mit statistischen Analysen der Proteinverteilung auf die-
sen Strukturen eröffnet neue Möglichkeiten biologische und biophysikalische Fragestellungen
zu untersuchen.
Die im Rahmen der vorliegenden Arbeit entwickelten Algorithmen werden vorgestellt und auf
verschiedene aktuelle biologische Fragestellungen angewandt. Hierzu zählen die Analyse der
Verteilung von Her2/neu-Proteinen in Brustkrebszellen, eine quantitative Untersuchung von
Tight Junction-Netzwerken sowie Distanzanalysen von Splicing-Faktoren im Bezug auf den
transkribierten DNA-Strang, um einen tieferen Einblick in die Faltung der mRNA zu erhal-
ten. Außerdem wurde eine detaillierte Untersuchung des Einflusses des Einbettmediums auf
die Lokalisationsmessungen mit unterschiedlichen konventionellen Farbstoffen durchgeführt.

Development of Quantitative Analysis Methods in Localization Microscopy

For a better understanding of biological systems on the scale of single proteins, a resolution far
beyond the limits of conventional fluorescence microscopy is required. In recent years, various
methods have been developed to overcome the diffraction limit. One of these, localization
microscopy, provides a structural resolution down to the 20 nm range.
The present thesis describes novel methods for quantitative analyses based on localization
microscopy. Besides enhanced structural resolution, additional information from individually
detected molecules is used. The combination of the visualisation of structures <100 nm and
statistical analyses of the distribution of proteins on these structures opens up new possibili-
ties for the investigation of biological and biophysical questions.
The algorithms developed in the context of the present thesis are introduced; they were ap-
plied to various current biological questions, which include the analysis of the distribution of
Her2/neu proteins in breast cancer cells, a quantitative investigation of tight junction networks
and a distance analysis of splicing factors relating to the transcribed DNA strand which allows
for a deeper insight into the folding of mRNA. Furthermore, a detailed investigation of the
influence of the embedding medium on localization microscopy measurements with different
standard fluorophores was performed.
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1 Einleitung

Die Mikroskopie stellt seit jeher eine der wichtigsten Methoden zur Untersuchung von bio-
logischen Systemen und Prozessen dar. Dabei verlagert sich der Fokus mehr und mehr von
dem Bereich einzelner Zellen zur Analyse von kleinen subzellulären Strukturen, bis hin zu
einzelnen Proteinen. Die Auflösung der Lichtmikroskopie ist nach Abbe [Abbe, 1873] und
Rayleigh [Rayleigh, 1879] aufgrund der Wellennatur des Lichts auf ungefähr die Hälfte der
verwendeten Wellenlänge begrenzt. Für ein konventionelles Lichtmikroskop bedeutet dies, dass
keine Strukturen aufgelöst werden können, die kleiner sind als ca. 200 nm in lateraler und ca.
600 nm in axialer Richtung.
Da viele biologische Strukturen jedoch deutlich kleiner sind, wurden Mitte des 20. Jahrhun-
derts Methoden wie die Elektronenmikroskopie entwickelt. Da hier die Wellenlänge sehr viel
kürzer ist als bei der Lichtmikroskopie, können sogar Strukturen von nur 1 nm Ausdehnung
detektiert werden. Trotz der hohen Strukturauflösung birgt die Elektronenmikroskopie aber
auch einige Nachteile für biologische Anwendungen. So kann eine Aufnahme nur an fixierten
(unbelebten) Präparaten durchgeführt werden, die zudem noch sehr dünn sein müssen. Auch
die Markierung bestimmter Strukturen ist weit weniger spezifisch, verglichen mit den verfüg-
baren Methoden der Lichtmikroskopie.
In den letzten Jahren wurden neue Methoden der Lichtmikrokopie und speziell der Fluores-
zenzmikroskopie entwickelt, die eine Strukturauflösung bis weit unterhalb der Auflösungsgren-
ze nach Abbe und Rayleigh ermöglichen. Auf diese Weise können hochaufgelöste biologische
Aufnahmen mit einer minimalinvasiven Technik von fixierten aber auch lebenden Zellen rea-
lisiert werden. Methoden wie die Strukturierte Beleuchtung (SIM) [Heintzmann und Cremer,
1998, Gustafsson, 2000] erreichen eine um den Faktor zwei verbesserte Auflösung (bei der
Ausnutzung nicht linearer Effekte auch mehr [Heintzmann et al., 2002, Gustafsson, 2005]).
Mithilfe der STED-Mikrokopie [Klar et al., 2000] oder der Lokalisationsmikrokopie (PALM,
FPALM, STORM, dSTROM, SPDM, GSDIM, ... [Betzig et al., 2006,Hess et al., 2006,Rust
et al., 2006, Heilemann et al., 2008, Lemmer et al., 2008, Fölling et al., 2008]) können sogar
intrazelluläre Strukturen, die kleiner als 20 nm sind, aufgelöst werden.
Neben der Möglichkeit biologische Strukturen weit unterhalb der Beugungsgrenze lichtmikro-
skopisch zu untersuchen, haben vor allem aber auch die Forschritte in der Kameratechnik und
Datenverarbeitung dazu beigetragen, biologische Prozesse quantitativer zu beschreiben und
zu verstehen. Bei den Experimenten liefern schnelle CCD (charge coupled device)- und CMOS
(complementary metal oxide semiconductor)-Kameras große Datenmengen, aus welchen mit
moderner Bildverarbeitung und anderen Datenverarbeitungsroutinen die relevanten Informa-
tionen extrahiert werden können. Die Verbindung dieser Methoden mit der hochauflösenden
Lichtmikroskopie eröffnet quantitative Analysen von Proteinverteilungen und anderer biologi-
scher Strukturen auf dem Niveau einzelner Moleküle.

Seit den ersten Arbeiten zur Lokalisationsmikrokopie aus dem Jahre 2006, welche die Ver-
wendung von speziellen photoaktivierbaren oder photoschaltbaren Fluorophoren beschreiben,
hat eine rasche Entwicklung auf diesem Gebiet der hochauflösenden Lichtmikroskopie stattge-
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1 Einleitung

funden. Einer der bedeutendsten Schritte war hierbei die Entwicklung von Methoden, die es
ermöglichen konventionelle fluoreszente Farbstoffe für die Lokalisationsmikrokopie zu verwen-
den [Heilemann et al., 2008,Lemmer et al., 2008,Fölling et al., 2008]. Nach der Realisierung
von Mehr-Farben-Ansätzen zur Untersuchung der relativen Anordnung unterschiedlicher Pro-
teintypen und Strukturen [Shroff et al., 2007,Bates et al., 2007,Bock et al., 2007,Gunkel et al.,
2009], wurden verschiedene Methoden entwickelt, um dreidimensionale Lokalisationsaufnah-
men zu ermöglichen [Huang et al., 2008,Juette et al., 2008,Lemmer et al., 2008,Pavani et al.,
2009,Shtengel et al., 2009]. Sogar erste Ansätze für die Anwendung an lebenden Zellen konn-
ten gezeigt werden [Hess et al., 2007,Manley et al., 2008]. Bei der hochaufgelösten Darstellung
von Strukturen in lebenden Zellen erreicht man jedoch nur eine maximale Zeitauflösung im
Bereich von 10 Sekunden. Dies beschränkt die Methode auf Objekte, welche sich sehr langsam
bewegen.
Neben der hohen Strukturauflösung bietet die Lokalisationsmikrokopie aufgrund der Detek-
tion von Einzelmolekülsignalen zusätzlich die Möglichkeit die erhaltenen Positionsinformation
für weitere Analysen zu nutzen. Obwohl hieraus, zusätzlich zu der genaueren Darstellung der
Strukturen, wichtige biologische Erkenntnisse gewonnen werden können, wurde diese Einzel-
molekülinformation bisher nur wenig genutzt [Baddeley et al., 2009b].

Die vorliegende Arbeit beschreibt neue Methoden zur weiteren, quantitativen Analyse von
Lokalisationsdaten und die Anwendung auf aktuelle biologische Fragestellungen. Hierbei wird
neben der erhöhten Strukturauflösung vor allem die Einzelmolekülinformation für statistische
und zusätzliche strukturelle Analysen genutzt. Diese Methoden erlauben, weit mehr Informa-
tionen aus den Daten zu extrahieren als die erhöhte Strukturauflösung alleine imstande wäre.
Alle neu entwickelten Methoden und Algorithmen werden in Kapitel 4 vorgestellt. Beispiele für
ihre Anwendungen, die es ermöglichen, einen Einblick in bisher unbekannte biologische Sach-
verhalte zu erlangen, sind in Kapitel 5 aufgeführt. Außerdem wurde eine ausführliche Analyse
der Abhängigkeit des reversiblen Bleichvorgangs unterschiedlicher Fluorophore von ihrer Mi-
kroumgebung im Bezug auf die Lokalisationsmikrokopie durchgeführt, um die Effizienz der
Datenaufnahme zur erhöhen.
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2 Grundlagen

In diesem Kapitel sollen die Konzepte, welche die Grundlagen der vorliegenden Arbeit bilden,
kurz vorgestellt und erläutert werden. Hierbei handelt es sich um die Theorie zur optischen
Bildgebung sowie um die Grundlagen der Fluoreszenz, der Fluoreszenzmikroskopie und der
Lokalisationsmikroskopie.

2.1 Optische Bildgebung

Im Folgenden werden verschiedene Theorien erläutert, die anhand von unterschiedlichen Vor-
aussetzungen beschreiben, wie die optische Abbildung eines Objekts zustande kommt.

2.1.1 Geometrische Optik

In der geometrischen Optik wird Licht als Strahlenbündel betrachtet, dessen Richtung durch
die Normale zur Wellenfront einer elektromagnetischen Welle definiert ist. Objekte, die im
Strahlengang stehen, werden nach einfachen geometrischen Regeln auf die Bildebene abge-
bildet. Diese Beschreibung der optischen Abbildung kann herangezogen werden, solange die
Ausdehnung der Objekte, die das Strahlenbündel passiert, deutlich größer ist als die Wellen-
länge.

Abbildung 2.1:
Eigenschaften einer Linse im Strahlengang. A: Biegung der Lichtstrahlen durch eine dünne
Linse, wobei g der Objektabstand, b der Bildabstand und γ und β Einfalls- und Ausfallswinkel der
Strahlen sind. B: Bildentstehung bei einer dünnen Linse. G und B geben die Objekt- bzw. Bildgröße
an, F die Position des Brennpunktes der Linse. Mod. nach [Saleh und Teich, 2007].

Abbildung 2.1 zeigt schematisch die Bildenstehung nach der geometrischen Optik durch eine
dünne Linse im Strahlengang. Diese macht sich den Übergang der Lichtstrahlen zwischen zwei
Medien mit unterschiedlichen Brechungsindizes zunutze. Strahlen, die parallel auf eine Linse
einfallen werden derart gebrochen, dass alle auf Punkte in der Brennebene abgebildet werden,
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2 Grundlagen

unabhängig vom Winkel zur optischen Achse.
Der Zusammenhang zwischen der Brennweite f , dem Objektabstand g und dem Bildabstand
b ist definiert als: 1/f = 1/g + 1/b, woraus die Beziehung für die Gegenstandsgröße G und
die Bildgröße B folgt: B/G = b/g.

2.1.2 Beugung

Trifft Licht auf ein Hindernis und entspricht seine weitere Ausbreitung nicht den Vorhersagen
der geometrischen Optik, so beschreibt man dieses Phänomen als Beugung des Lichts. In vielen
Bereichen der optischen Bildgebung, wie beispielsweise der hochauflösenden Lichtmikroskopie,
reicht die Beschreibung durch die geometrische Optik nicht mehr aus, da das Auflösungsver-
mögen eines Mikroskopiesystems durch die Beugung des Lichts aufgrund seiner Wellennatur
bestimmt ist.

Beugung an einer kreisförmigen Öffnung

Im Folgenden soll am Beispiel einer kreisförmigen Öffnung die Beugung des Lichts betrachtet
werden. Nach dem Prinzip von Huygens und Fresnel kann jeder Punkt der Öffnung als Ur-
sprung einer Kugelwelle angenommen werden, die sich im weiteren Verlauf wieder überlagern.
Die daraus resultierende Interferenz ist abhängig von dem Abstand nach der Blende, bei dem
sie beobachtet wird (vergl. Abb. 2.2). Für sehr kleine Abstände stellt das Interferenzmuster
fast eine Projektion der Blende dar. In diesem Bereich überwiegen die evaneszenten Wellen, die
von Strukturen kleiner als die Wellenlänge des Lichts generiert werden [Gu, 2000]. Dieses Phä-
nomen wird beispielsweise in der optischen Rasternahfeldmikroskopie genutzt [Novotny et al.,
1995]. Da das evaneszente Wellenfeld exponentiell abfällt können im Fernfeld nur Strukturen,
die größer als die Wellenlänge des Lichts sind, beobachtet werden. Hier kann das Interferenz-
muster durch die Fraunhoferbeugung beschrieben werden.

Für die meisten optischen Systeme mit Beugungseffekten ist die Ausbreitungsrichtung des
Lichts nahe der optischen Achse der verwendeten Komponenten und es kann deshalb die
paraxiale Näherung herangezogen werden. Im Fernfeld kann zudem die Fraunhofer-Näherung
angenommen werden, woraus folgt, dass das Interferenzmuster der Fouriertransformierten der
einfallenden Welle entspricht.
Trifft also eine Welle U1(r) mit r =

√
x2 + y2, auf eine kreisförmige Öffnung mit einem Radius

a, so generiert diese eine Welle:

U2(r) =
iπa2

λz
exp(− i2π

λ
z)

2J1

(2πar
λz

)
2πar
λz

.
Hierbei ist z der Abstand von der Blende und J1 die einfache Besselfunktion erster Ord-
nung [Gu, 2000]. Aus dem Betragsquadrat der komplexwertigen Amplitude der Welle U2(r)

erhält man für die Intensität des Beugungsmusters:
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2.1 Optische Bildgebung

I(r) = I0

2J1

(2πar
λz

)
2πar
λz

2

,

wobei I0 = [πa2/(λz)]2Ii die maximale Intensität mit der Intensität Ii des einfallenden Lichts
ist [Saleh und Teich, 2007]. Das radialsymetrische Begungsmuster wird als Airy-Muster be-
zeichnet, dessen innerstes Scheibchen als Airy-Einheit mit dem Radius 1,22 λz/2a definiert
ist.

Abbildung 2.2:
Fresnel- und Fraunhofer-Beugung. Wenn der Abstand z0 zum Schirm sehr klein ist, entspricht
das Beugungsmuster fast einer Projektion der Blende [Gu, 2000]. Wird der Abstand vergrößert,
werden die Interferenzstreifen mehr ausgeprägt (Fresnelbeugung). Ist der Abstand viel größer als
die Öffnung b der Blende und die Wellenlänge λ, ändert sich die Struktur des Beugungsmusters
nicht mehr, nur noch seine Größe (Fraunhoferbeugung). Mod. nach [Demtröder, 2006].

Punktbildfunktion und Auflösung

Für den Fall der Beugung an einer Linse betrachtet man das Lichtfeld in der Brennebene f
der Linse. Führt man eine axiale Koordinate u ein [Gu, 2000]:

u =
2π
λ
a2
( 1
f
− 1
z

)
≈ 2π

λ
∆z

a2

f2 ,

so kann die Intensitätsverteilung des Beugungsmusters einer Linse in der Brennebene in la-
teraler und axialer Richtung wie folgt dargestellt werden:
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I(r) = I0

2J1

(2πar
λf

)
2πar
λf

2

, I(u) =
π2a4

λ2f2

sin(u/4)
u/4

2

.

Man kann sich ein Objekt zusammengesetzt aus vielen punktförmigen Lichtquellen vorstellen,
die entweder Licht reflektieren oder es selbst emittieren, wie es beispielsweise in der Fluores-
zenzmikroskopie der Fall ist. Betrachtet man die obigen Formeln zur Beschreibung der Intensi-
tätsverteilung auf einem Schirm, nachdem das Licht eine Linse passiert hat, so wird deutlich,
dass die einzelnen Punkte aus dem Objektraum auf dem Schirm mit diesen Beugungsmus-
tern verschmiert dargestellt werden. Die Funktion, mit der ein punktförmiges Objekt durch
ein Linsensystem abgebildet wird, bezeichnet man als Punktbildfunktion (PSF, point spread
function). Die Intensitätsverteilung IBild(x2, y2) der Abbildung einer Fluorophorverteilung
PFl(x1, y1) durch ein optisches System kann beschrieben werden durch:

IBild(x2, y2) = PSF ⊗ PFl(x1, y1).

Daraus folgt, dass zwei benachbarte Punkte im Bild nicht mehr unterschieden werden können,
wenn der Überlapp ihrer beiden Airy-Scheibchen zu groß, bzw. ihr Abstand zu klein ist. Dies
definiert das Auflösungsvermögen eines optischen Systems. Um dieses zu bestimmen gibt es
verschiedene Kriterien. Hiefür wird die numerische Apertur NA eingeführt, die definiert ist
als: NA = n sinα ≈ na/f , wobei n der Brechungsindex des Mediums und α der halbe Öff-
nungswinkel des in die Linse einfallenden Lichtes ist.

Abbildung 2.3:
Punktbildfunktion (PSF) einer Kreisblende. A: PSF eines Punktes, abgebildet durch eine kreis-
förmige Öffnung. Die Intensität ist normiert und farbkodiert dargestellt. B: Punktbildfunktionen
zweier benachbarter Punkte im Abstand des Rayleigh-Kriteriums. Mod. nach [Kaufmann, 2008].

Abbe-Kriterium
Nach dem Abbe-Kriterium [Abbe, 1873] kann der genaue Abstand D zwischen zwei Objekten
dann aufgelöst werden, wenn die 0. und 1. Ordnung des Beugungsmusters aufgefangen werden
kann. Daraus folgt die Bedingung:

D =
λ

2NA .
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2.1 Optische Bildgebung

Rayleigh-Kriterium
Das Rayleigh-Kriterium [Rayleigh, 1879] besagt, dass zwei Objekte gerade noch unterschieden
werden können, wenn das Maximum des einen Airy-Scheibchen in das erste Minimum des
anderen fällt (s. Abb. 2.3B). Hier lautet die Bedingung:

D = 0, 61 λ

NA
.

Sparrow-Kriterium
Sparrow definiert das Auflösungskriterium [Sparrow, 1916] durch den Abstand zweier Objekte,
bei dem der Sattelpunkt der beiden Punktbildfunktionen (vergl. Abb. 2.3B) gerade verschwin-
det. Dieses Kriterium eignet sich für gleich helle Objekte und ergibt:

D = 0, 47 λ

NA
.

Optische Transferfunktion

Es wurde bereits erwähnt, dass die Intensitätsverteilung in der Brennebene einer Linse der
Fouriertransformierten des abgebildeten Objekts entspricht. Man kann sich die optische Bild-
gebung also durch die Übertragung von Fourierkomponenten durch ein optisches System vor-
stellen. Aufgrund der endlichen räumlichen Ausdehnung wirkt dieses als Tiefpassfilter, der nur
Raumfrequenzen bis zu einer maximalen Frequenz durchlässt. Die numerische Apertur einer
Linse oder eines Linsensystems bestimmt den Raumwinkel, der bei der Bildgebung abgedeckt
werden kann. Dieser wird durch die optische Transferfunktion (OTF) beschrieben, welche die
Fouriertransformierte der PSF darstellt. Strukturelle Details des Objekts, deren Raumfrequen-
zen höher sind als der von der OTF abgedeckte Bereich, werden somit nicht übertragen und
können im Bild nicht rekonstruiert werden.
Für die Bildverarbeitung bietet die Betrachtungsweise der optischen Abbildung im Fourier-
raum den Vorteil, dass hier aus einer Faltung eine Multiplikation wird:

FT
[
IBild(x2, y2)

]
= OTF · FT

[
PFl(x1, y1)

]
.
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2 Grundlagen

2.2 Fluoreszenzmikroskopie

Die Fluoreszenzmikroskopie beruht auf der Verwendung von fluoreszierenden Molekülen zur
Markierung und Beobachtung von biologischen Strukturen. Dadurch kann auf sehr spezifische
Art und Weise ein bestimmtes Protein oder eine Struktur untersucht werden. Im Folgenden
sollen grundlegende Prinzipien der Fluoreszenz und verschiedener entsprechender Mikrosko-
pieverfahren erläutert werden.

2.2.1 Fluoreszenz

Fluoreszierende Moleküle können durch Einstrahlung von Licht eines bestimmten Wellenlän-
genbereichs vom Grundzustand in einen angeregten Zustand überführt werden, von welchem
sie durch die Abgabe von Fluoreszenzlicht in den Grundzustand zurückkehren. Durch die Ab-
sorption eines Photons mit ausreichender Energie hνA wird das Molekül von seinem Grund-
zustand S0 in einen höhergelegenen Zustand S1 oder S2 gehoben. Zunächst findet ein herunter
Kaskadieren vom angeregten Zustand in den vibronisch am niedrigsten gelegenen Zustand
statt. Von hier aus beobachtet man einen optischen Übergang in ein vibronisch angeregtes
Niveau des Grundzustands S0. Dieser Übergang findet innerhalb von Nanosekunden unter
Aussendung von Photonen hνF im sichtbaren Bereich statt und wird als Fluoreszenz bezeich-
net. Der gesamte Zyklus ist in Abbildung 2.4 in einem Jabłoński-Diagramm gezeigt und kann
folgendermaßen zusammengefasst werden:

|E0,V0〉
Anregung−−−−−−→ |Ei,Vj〉 |Ei,V0〉

Fluoreszenz−−−−−−−−→ |E0,Vk〉 |E0,V0〉,

wobei E0 den Grundzustand, V0 den vibronisch niedrigst gelegenen Zustand, Ei einen an-
geregten Zustand und Vj und Vk vibronisch angeregte Zustände darstellen.

Abbildung 2.4:
Jabłoński-Thermschema
zur Fluoreszenz. Darstel-
lung des Fluoreszenzzyklus
zwischen Grundzustand
und angeregten Singu-
lettzuständen sowie der
Phosphoreszenz mit zu-
gehörigen Lebensdauern.
Aus [Kaufmann, 2008].

Die internen strahlungsfreien Übergänge führen dazu, dass das Energieniveau, von dem das
Molekül in seinen Grundzustand zurückkehrt, niedriger gelegen ist als jenes, auf welches es
von dem Photon bei der Anregung gehoben wurde. Dies hat zur Folge, dass das emittierte
Fluoreszenzphoton weniger Energie besitzt als das Photon der Anregung und somit eine län-
gere Wellenlänge aufweist (Stokes-Shift).

Das Fluoreszenzverhalten eines Moleküls ist abhängig von dessen Mikroumgebung. Hierzu
zählt neben anderen Einflüssen, wie beispielsweise der Sauerstoffkonzentration, vor allem der
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2.2 Fluoreszenzmikroskopie

pH-Wert [McAnaney et al., 2005,Sinnecker et al., 2005]. Dieser stellt einerseits einen kritischen
Parameter für biologische Messungen in der Fluoreszenzmikroskopie dar, da er innerhalb ei-
ner Zelle ortsabhängig variabel sein kann. Andererseits bietet diese Eigenschaft jedoch auch
die Möglichkeit, das Fluoreszenzverhalten eines Fluorophores gezielt zu beeinflussen. Die in
Abbildung 2.5 dargestellten Absorbtions- und Emissionskurven des gelb fluoreszierenden Pro-
teins YFP zeigen die starke Abhängigkeit vom pH-Wert. Andere Farbstoffe, wie beispielsweise
einige Rhodamin-Derivate, zeigen eine deutlich geringere Abhängigkeit vom pH-Wert.

Abbildung 2.5:
Absorptions- und Emissionsspektrum von YFP abhängig vom pH-Wert. A: Absorptionskurve
von YFP für verschiedene pH-Werte. B: Emissionskurve von YFP dargestellt für eine Anregung
mit 480nm. Aus [McAnaney et al., 2005].

2.2.2 Reversibles Photobleichen und Einzelmolekül-Blinken

Im Folgenden werden unterschiedliche Prozesse beschrieben, bei denen die Fluoreszenzemission
der Farbstoffmoleküle aufgrund von Übergängen in nicht fluoreszierende Zustände kurzzeitig
unterbrochen wird. Diese Unterbrechung kann von einigen Mikrosekunden bis hin zu einigen
hundert Sekunden reichen.

Triplett-Blinken

Fast alle Fluorophore zeigen bei einer Anregung mit hoher Lichtintensität ein “Blinken“ der
einzelnen Moleküle [Lakowicz, 2006]. Dieses wird auf die Interkombination (intersystem cros-
sing, ISC ) in einen Triplettzustand des Fluorophores zurückgeführt [Vogel et al., 1995]. Auf-
grund des langsamen Zerfalls des angeregten Triplettzustandes in den Singulettgrundzustand
ist die Verweildauer des Fluorophores im Triplettzustand im Bereich von Mikro- bis Millise-
kunden. Da die Fluoreszenzlebensdauer sich im Bereich von Nanosekunden abspielt, kann das
Dreizustandsmodell auf zwei Zustände reduziert werden, um das Triplett-Blinken der Fluoro-
phore zu beschreiben [Martyński et al., 2005]:
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Mhell
khell−−−−⇀↽−−−−
kdunkel

Mdunkel.

khell und kdunkel geben die Übergangsraten zwischen dem fluoreszierenden Zustand des Mole-
küls Mhell und nichtfluoreszierenden Zustand Mdunkel an.

“Blinken“ aufgrund eines langlebigen Dunkelzustands

Neben dem Triplett-Blinken der Fluorophore wurde auch der Übergang in einen Dunkelzu-
stand beschrieben, in dem die Moleküle einige Millisekunden bis einige hundert Sekunden
verweilen [Dickson et al., 1997,McAnaney et al., 2005, Schuster et al., 2005, Sinnecker et al.,
2005]. Es wurde gezeigt, dass es sich bei diesen langlebigen Dunkelzuständen, aufgrund der
geringen Temperaturabhängigkeit ihrer Lebensdauern, nicht um einen Triplettzustand han-
deln kann, sondern um einen anderen unbekannten Dunkelzustand des Fluorophors, der über
einen Triplettzustand bevölkert wird [Zondervan et al., 2003, Kasper, 2009]. Man geht von
zwei möglichen Prozessen aus, die das Fluorophor aus dem Triplettzustand in einen langlebi-
gen Dunkelzustand überführen können. Im einen Fall gibt das Farbstoffmolekül ein Elektron
an einen Quencher in der Umgebung ab (Oxidation) und es entsteht ein nicht fluoreszierendes
Radikalkation. Dieses kann durch eine Reduktion wieder in den Grundzustand zurückkehren.
Es ist aber auch möglich, dass auf das Fluorophor im Triplettzustand ein Elektron übertragen
wird, so dass eine Reduktion zu einem Anion stattfindet. Von diesem Dunkelzustand kann das
Farbstoffmolekül über eine Oxidation in den Grundzustand überführt werden [Kasper, 2009].

Abbildung 2.6:
Modell eines Vierzustandssys-
tems. Neben dem Fluoreszenz-
zyklus ist in grau das Triplett-
Blinken über den Triplettzustand
T1 eingezeichnet. Dieser dient als
Ausgangspunkt zur Überführung
des Moleküls in einen langlebi-
gen Dunkelzustand (violette Pfei-
le). In rot ist das irreversible Pho-
tobleichen dargestellt. Nach [Zon-
dervan et al., 2003,Kasper, 2009].

Abbildung 2.6 zeigt ein erweitertes Jabłoński-Diagramm, welches neben dem Fluoreszenz-
zyklus auch das Triplett-Blinken über den energetisch am tiefsten gelegenen Triplettzustand
T1 darstellt. kisc und kT geben die Übergangsraten des angeregten Singulettzustandes S1 über
Interkombination (ICS) in den Triplettzustand sowie die Rekombination von diesem in den
Grundzustand S0 des Farbstoffmoleküls an.
Zusätzlich ist der Übergang vom Triplettzustand in einen langlebigen, unbekannten Dunkel-
zustand abgebildet (violette Pfeile). Hier entspricht k±e der Übergangsrate durch Oxidation
oder Reduktion des Fluorophors vom Triplettzustand in einen langlebigen Dunkelzustand. kD
ist die Übergangsrate für die Rekombination in den Grundzustand des Moleküls.
Der Dunkelzustand ist aber auch der Ausgangspunkt für die irreversible Photozerstörung des
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2.2 Fluoreszenzmikroskopie

Fluorophors (D → Bibl), besonders im Fall des hochreaktiven Radikalanions als Dunkelzu-
stand [Christ et al., 2001,Kasper, 2009].

Abbildung 2.7:
Reversibles Photoblei-
chen des Fluoreszenz-
proteins eCFP. Die An-
regung erfolgte bei nied-
riger Intensität mit einer
Wellenlänge von 430 nm.
Gezeigt sind die Auswir-
kungen von Zeitinterval-
len mit zusätzlicher Be-
strahlung bei einer an-
deren Wellenlänge oder
völliger Dunkelheit auf
die Fluoreszenzintensität.
Aus [Sinnecker et al.,
2005].

Abbildung 2.8:
Regeneration reversibel gebleichter Fluoreszenzproteine. Die Anregung der YFP-Moleküle
erfolgte bei einer Wellenlänge von 488 nm mit einer hohen Intensität (einige kW/cm2). Die Anzahl
der “blinkenden“ Moleküle (Verweildauern im Dunkelzustand im Bereich von einigen Sekunden)
ist gegen die Zeit aufgetragen. Die grauen Bereiche symbolisieren Zeitintervalle, in denen keine
Bestrahlung der Fluorophore stattfand. Aus [Kaufmann, 2008].
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Die Verweildauer der Fluorophore in einem langlebigen Dunkelzustand kann, wie oben schon
erwähnt, sehr unterschiedlich sein. Abbildung 2.7 zeigt die Regeneration von Fluoreszenz-
proteinen aus einem reversibel gebleichten Zustand mit einer Lebensdauer von einigen zehn
Sekunden. Es wurde gezeigt, dass ein Großteil der gebleichten Moleküle wieder in den fluo-
reszierenden Zustand zurückkehrt, wenn die Fluorophore eine Zeit lang nicht bestrahlt wer-
den. Auch die zusätzliche Bestrahlung der Fluorophore mit einer anderen Wellenlänge als die
Anregungswellenlänge beeinflusst drastisch das reversible Bleichverhalten der Farbstoffmole-
küle [Sinnecker et al., 2005].
Andere Messungen haben gezeigt, dass auch bei einer Bestrahlung mit sehr hohen Anregungs-
intensitäten, eine Regeneration der gebleichten Fluorophore stattfindet [Kaufmann, 2008]. In
Abbildung 2.8 ist die Anzahl von “blinkenden“ YFP-Molekülen über die Zeit der Messung
dargestellt. Dieses “Blinken“ ist auf die stochastische Rekombination der Fluorophore von
einem langlebigen Dunkelzustand (einige zehn Sekunden) in den Grundzustand zurückzufüh-
ren. Die Anzahl der “blinkenden“ Moleküle fällt während der Bestrahlung exponentiell ab,
was auf einen Bleichvorgang der Fluorophore hindeutet. Nach einem Zeitintervall ohne Be-
strahlung (graue Bereiche) werden wieder deutlich mehr “blinkende“ Moleküle detektiert. Dies
ist konsistent mit den Ergebnissen von [Sinnecker et al., 2005] (s. Abb. 2.7) und zeigt zudem,
dass tatsächlich die Anzahl der Farbstoffmoleküle nach einer Regenerationsphase zugenommen
hat, während die Fluoreszenzintensität eines einzelnen Moleküls im fluoreszierenden Zustand
konstant bleibt.

2.2.3 Konventionelle Fluoreszenzmikroskopie

Die Fluoreszenzmikroskopie nutzt den Stokes-Shift für die Trennung des emittierten Fluo-
reszenzlicht der Farbstoffmoleküle vom Anregungslicht. So können sehr spezifisch bestimmte
Proteine und andere biologische Strukturen mit Fluorophoren markiert und mikroskopisch
untersucht werden. Die Markierung erfolgt meist über eine Immunfärbung durch Antikörper,
an die ein fluoreszenter Farbstoff gekoppelt ist, oder über ein Fusionsprotein, bei dem ein
fluoreszierendes Protein koexprimiert wird.

Die einfachste Realisierung eines Fluoreszenzmikroskops ist ein Weitfeldaufbau. Hierbei wird
eine nicht fokussierende Beleuchtung verwendet, was dazu führt, dass entlang der axialen Rich-
tung des Mikroskops alle Ebenen gleichzeitig zur Fluoreszenz angeregt werden. Dadurch wird
nicht nur Fluoreszenzlicht aus der Fokusebene des Objektivs detektiert, woraus ein erhöhtes
Hintergrundsignal folgt.
Eine Unterdrückung des Hintergrundsignals aus Ebenen außerhalb des Fokus bietet die TIRF-
Mikroskopie (total internal reflection fluorescence microscopy). Durch Totalreflektion am Deck-
glas entsteht auf dessen Innenseite ein exponentiell abfallendes elektromagnetisches Feld. Auf
diese Weise werden nur Moleküle zur Fluoreszenz angeregt, die sich in einem dünnen Bereich
hinter dem Deckglas befinden.
Eine weitere Methode, optische Schnitte des Präparats zu erhalten, stellt die konfokale Fluo-
reszenzmikroskopie dar. Die Anregung ist hierbei beugunsbegrenzt fokussiert, so dass die zu
untersuchende Struktur abgerastert werden muss. Der konfokale Strahlengang ermöglicht opti-
sche Information, die nicht aus der Fokusebene stammt, mithilfe einer Blende vor dem Detektor
zu blocken. Diese Technik erlaubt weit ausgedehnte Strukturen dreidimensional aufzunehmen.
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2.2.4 Weiterentwicklungen zur Auflösungserhöhung

Grundsätzlich existieren verschiedene Ansätze, die Auflösung bei der Fluoreszenzmikroskopie
zu erhöhen. Entsprechend den in Kapitel 2.1.2 aufgeführten Auflösungkriterien besteht einer-
seits die Möglichkeit die Wellenlänge zu verkürzen, wie beispielsweise in der Röntgen- oder
auch der Elektronenmikrokopie. Andererseits führt eine Erhöhung der numerischen Apertur
ebenfalls zu einer Steigerung der optischen Auflösung.
In den letzten Jahren wurden aber auch Methoden der Fluoreszenzmikroskopie entwickelt, wel-
che die in Kapitel 2.1.2 erwähnten Auflösungskriterien “umgehen“. Die wichtigsten Prinzipien
hierzu sollen im Folgenden vorgestellt werden.

STED-Mikroskopie

Eine Methode, die Auflösung über die von Abbe und Rayleigh postulierten Grenzen zu er-
höhen, stellt das Prinzip von STED (stimulated emission depletion) [Klar et al., 2000] dar.
Es basiert auf sättigbaren, reversiblen optischen Übergängen zwischen zwei unterschiedlichen
Zuständen eines Fluorophors. Bei der STED-Mikrokopie wird ein rasterndes Verfahren ähn-
lich wie bei der konfokalen Mikrokopie verwendet. Zusätzlich wird allerdings über stimulierte
Emission ein Großteil der Fluorophore im Anregungsvolumen wieder gebleicht. Hierfür wird
eine “donutförmige“ Intensitätsverteilung verwendet, die im Zentrum ein Minimum aufweist.
Die Anzahl der Fluorophore, die im fluoreszenten Zustand bleiben, hängt von der Intensität
des Lasers für die stimulierte Emission ab. So kann erreicht werden, dass das Volumen der
fluoreszierenden Moleküle deutlich kleiner ist als die PSF des Systems. Das Abbe-Kriterium
kann für die STED-Mikroskopie entsprechend erweitert werden [Westphal und Hell, 2005]:

∆d ≥ λ

2n sinα
√

1 + I
Isat

.

Isat ist die sog. Sättigungsintensität, d.h. ein Schwellwert, bei dem die Wahrscheinlichkeit
für die Fluoreszenz eines Moleküls um 50% verringert ist.

Strukturierte Beleuchtung

Eine weitere Methode, die Auflösung in der Fluoreszenzmikroskopie zu erhöhen, ist die struk-
turierte Beleuchtung (structured illumination microscopy, SIM ) [Heintzmann und Cremer,
1998, Gustafsson, 2000]. Hier wird keine homogene Beleuchtung, sondern ein periodisches
Muster zur Anregung der Fluorophore verwendet. Das Fluoreszenzlicht, welches vom Ob-
jektiv aufgefangen wird, entspricht der Multiplikation der Strukturen des Präparats mit dem
Anregungsmuster. Auf diese Weise können höhere Raumfrequenzen vom Objektiv übertragen
werden, d.h. die OTF wird erweitert. Da auch das Anregungsmuster beugungsbegrenzt ist,
kann die Auflösung im Fall der linearen strukturierten Beleuchtung maximal um einen Faktor
zwei verbessert werden.

SMI-Mikroskopie

SMI (spatially modulated illumination) [Albrecht et al., 2002,Failla et al., 2002,Baddeley et al.,
2007] stellt einen speziellen Fall der strukturierten Beleuchtung in axialer Richtung dar. Hier-
bei wird nicht die optische Auflösung erhöht, vielmehr erlaubt diese Methode eine präzise
Größen- und Abstandsbestimmung unterhalb der Auflösungsgrenze.
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Intensitätsmodulation durch das stehende Laserwellenfeld
Das Intensitätsprofil I(z) ist abhängig von der Wellenlänge des Anregungslichts λexc, dem
Brechungsindex n des Mediums im Objektraum, der Phasendiffernz 4φ und dem Winkel θ,
unter dem die beiden interferierenden Strahlen aufeinander treffen. Nach [Schneider, 1999]
ergibt sich eine Intensitätsverteilung von:

I(z) = I0 cos2(kzz +
4φ
2 )

mit kz = 2πn cos(θ)/λexc. Für den Abstand der äquidistanten Intensitätsmaxima folgt:

d =
λexc

2n cos(θ) .

In Abbildung 2.9A ist ein simulierter axialer Intensitätsverlauf gezeigt. Dieser wurde für eine
Anregungswellenlänge λexc von 488 nm, einer Numerischen Apertur NA von 1,4 und einem
Brechungsindex n von 1,5 gerechnet [Reymann, 2007]. Die Einhüllende ist die PSF eines
konventionellen Epi-Fluoreszenzmikroskops. Die OTF eines SMI-Mikroskops ist in Abbildung
2.9B dargestellt. Hier ist zu erkennen, dass die konventionelle OTF im Frequenzraum nach
k′ = ±2kz erweitert ist. Diese Bereiche erlauben zusätzliche Information über das Objekt in
axialer Richtung zu erhalten. Die Bereiche, in denen die OTF Null ist, haben zur Folge, dass
an diesen Stellen keine Raumfrequenzen übertragen werden können. Dies führt dazu, dass
bei der Datenanalyse Vorkenntnisse über die Objekte einfließen müssen. Hierbei handelt es
sich typischerweise um die Form bzw. ein Modell der Fluorophorverteilung auf den Struktu-
ren. Außerdem folgt hieraus auch die Forderung, dass die zu untersuchenden Strukturen als
optisch isolierte Objekte vorliegen müssen, um eine Mehrdeutigkeit bei der Datenanalyse zu
vermeiden [Reymann, 2007].

Abbildung 2.9:
PSF und OTF eines SMI-Mikroskops. A: simulierte Detektions-PSF eines für λexc = 488 nm,
NA = 1,4 und n = 1,5. Die gestrichelte Linie ist die Einhüllende der PSF eines konventionellen
Weitfeldmikroskops. B: schematische Darstellung der entsprechenden OTF. Aus [Reymann, 2007].
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Datenerfassung und Analyse
Eine SMI-Messung besteht typischerweise aus einer Phasen-Rasterung und/oder einer Objekt-
Rasterung. Die Phase des stehenden Wellenfeldes wird über einen Spiegel auf einem Piezoak-
tuator im Interferometer des SMI-Aufbaus verändert. Die Objekt-Rasterung erfolgt über einen
zweiten Piezoaktuator für die Positionierung des Präparats in axialer Richtung.
Das detektierte Fluoreszenzsignal stellt eine axiale Intensitätsverteilung (axial intensity distri-
bution, AID) des Objekts dar. Der Modulationskontrast C der AID eines Objekts ist definiert
durch:

C =
Imax − Imin

Imax
.

Anhand eines Modells über die Form des Objekts bzw. die Fluorophorverteilung innerhalb
der Struktur kann aus dem Modulationskontrast die Objektgröße bestimmt werden.
Die relative Position eines Objekts kann direkt aus der Phaseninformation Φ(x, y) abgelesen
werden:

P =
Φ(x, y)

2π · λsw,

wobei λsw der Wellenlänge des stehenden Wellenfelds in dem Präparat entspricht.

Abbildung 2.10:
Simulierte und reale AID einer fluoreszenten Mikrosphäre (Bead) mit einem Durchmesser
von 100 nm. A: Simulation einer AID für ein Objekt mit 100 nm axialer Ausdehnung. Der Mo-
dulationskontrast C = 1−A1/A2 = 0, 70 wird aus dem Verhältnis der inneren und der äußeren
Einhüllenden bestimmt. B: AID eines 100 nm Beads aus einer realen Messung. In schwarz sind die
diskreten Messwerte dargestellt, in blau das Ergebnis der Anpassung einer Modellfunktion. Diese
liefert einen Modulationskontrast von r = 0, 69. Aus [Reymann, 2007].

Lokalisationsmikroskopie

Eine der wichtigsten Methoden zur Erhöhung der Auflösung in der Fluoreszenzmikroskopie
ist die Lokalisationsmikroskopie. Sie wird im nachfolgenden Abschnitt ausführlich erläutert.
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2.3 Lokalisationsmikroskopie

Die Lokalisationsmikroskopie beruht auf der einzelnen Detektion der Fluorophore zur genauen
Bestimmung derer Positionen, aus denen ein hochaufgelöstes Bild rekonstruiert werden kann.
Im Folgenden werden verschiedene Methoden aufgeführt, die es ermöglichen, einzelne Moleküle
optisch voneinander zu separieren. Es wird gezeigt, wie die aus den Positionsbestimmungen
gewonnen Informationen genutzt werden können, um daraus ein Bild zu generieren, dessen
effektive optische Auflösung weit unterhalb der Auflösungsgrenze nach Abbe und Rayleigh
liegt.

2.3.1 Separation der Fluoreszenzsignale der einzelnen Moleküle

Das fundamentale Konzept der Lokalisationsmikroskopie beruht auf der Trennung der Fluo-
reszenzsignale der einzelnen Farbstoffmoleküle, um deren Positionen zu bestimmen. Dass die
Positionsbestimmung eines einzelnen Moleküls oder einer anderen punktförmigen Quelle deut-
lich genauer als die optische Auflösung des verwendeten Systems durchgeführt werden kann,
wurde schon früh gezeigt [Burns et al., 1985,Betzig, 1995,Bornfleth et al., 1998].
Für die Rekonstruktion von komplexen Strukturen ist es notwendig, eine ausreichende Anzahl
von Molekülpositionen zu bestimmen, d.h. es müssen sehr viele einzelne Fluorophore getrennt
von einander detektiert werden. Dies kann erreicht werden durch ein “Schalten“ der Farbstoff-
moleküle zwischen zwei unterschiedlichen Zuständen, die vom Aufnahmesystem differenziert
werden können. Hierzu existieren diverse Methoden. Im Folgenden wird versucht, diese in
drei unterschiedliche Gruppen aufzuteilen. Es gilt allerdings zu beachten, dass es hierbei auch
zu Überschneidungen kommen kann und einige Methoden zu mehreren Gruppen zugeordnet
werden können.

PALM - Photoaktivierung der Fluorophore

Photoaktivierbare Farbstoffmoleküle, wie beispielsweise PAGFP (photoactivatable green fluo-
rescent protein), können durch Licht einer bestimmten Wellenlänge “aktiviert“, d.h. in einen
Zustand überführt werden, in dem das Fluorophor durch eine andere Wellenlänge zur Fluores-
zenz angeregt werden kann. Derartige Farbstoffmoleküle werden von PALM (photoactivated
localization microscopy) [Betzig et al., 2006] und FPALM (fluorescence photoactivation locali-
zation microscopy) [Hess et al., 2006] für die Separation der einzelnen Fluorophore verwendet.
Bei diesen Methoden der Lokalisationsmikroskopie werden die biologischen Präparate mit den
oben erwähnten photoaktivierbaren Farbstoffmolekülen markiert. Für die Lokalisationsmes-
sung wird ein Laser mit einer Wellenlänge entsprechend dem Anregungsspektrum der Fluoro-
phore verwendet. Zu Beginn der Messung sind (im Idealfall) alle Moleküle im nicht aktivierten
Zustand und es ist somit keine Fluoreszenz der Farbstoffmoleküle zu beobachten. Die Aktivie-
rung erfolgt über einen zweiten Laser mit einer anderen Wellenlänge. Über dessen Intensität
kann die Anzahl der aktivierten Fluorophore pro Zeitintervall reguliert werden. Diese wird
so angepasst, dass sich für die Aufnahmezeit eines Bildes nur so wenige Farbstoffmoleküle im
aktivierten Zustand (in dem sie zur Fluoreszenz angeregt werden können) befinden, so dass
kein Überlapp der Punktbildfunktionen der einzelnen Moleküle stattfindet.
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STORM, dSTORM - Photoschalten der Fluorophore

STORM (stochastic optical reconstruction microscopy) [Rust et al., 2006] und dSTROM (di-
rect stochastic optical reconstruction microscopy) [Heilemann et al., 2008] nutzen reversible
Übergänge zwischen einem “dunklen“ und einem “hellen“ Zustand der Farbstoffmoleküle. Das
Prinzip ist ähnlich wie bei der oben beschriebenen Lokalisationsmikroskopie mit photoakti-
vierbaren Farbstoffen. Auch bei STORM/dSTROM werden die Fluorophore mit einem zu-
sätzlichen Laser mit einer anderen Wellenlänge als für die Fluoreszenzanregung benötigt wird,
bestrahlt, um sie zwischen einem nicht fluoreszierenden und einem fluoreszierenden Zustand
zu schalten. Der Unterschied der beiden Methoden ist, dass STROM/dSTROM hierbei einen
reversiblen Prozess nutzt, so dass ein Fluorophor sehr oft detektiert werden kann.

SPDM, GSDIM, RPM, dSTORM - Photoschalten von konventionellen Fluorophoren

Neben den oben aufgeführten Methoden der Lokalisationsmikroskopie, die meist spezielle
Farbstoffmoleküle und eine zusätzliche Laserwellenlänge zum Aktivieren bzw. Schalten der
Fluorophore erfordern, existiert eine weitere Gruppe, die konventionelle Fluorophore nutzt
und meist nur eine Laserwellenlänge benötigt. Hier werden reversible langlebige Dunkelzu-
stände (s. Kapitel 2.2.2) genutzt, um die Fluoreszenzsignale der Moleküle voneinander zu
trennen.
Durch eine geeignet hohe Intensität des Anregungslichts (einige kW/cm2 bis einige hundert
kW/cm2) erfolgt ein Übergang der Fluorophore in einen langlebigen Dunkelzustand. Die An-
zahl der Moleküle, die in diesen Dunkelzustand überführt werden, und deren Lebensdauer kön-
nen durch die Laserintensität, die Mikroumgebung (Einbettmedium) oder auch durch zusätzli-
che Laserwellenlängen (s. Kapitel 2.2.2) beeinflusst werden. Die beiden Methoden SPDM (spec-
tral precision distance / position determination microscopy) [Lemmer et al., 2008] und RPM
(reversible photobleaching microscopy) [Baddeley et al., 2009a] nutzen für die Fluoreszenzan-
regung sowie für das reversible Bleichen der Fluorophore nur eine Wellenlänge. dSTORM und
GSDIM (ground state depletion imaging microscopy) [Fölling et al., 2008] hingegen verwenden
eine zusätzliche Laserlinie mit niedriger Intensität, um den Vorgang des reversiblen Bleichens
weiter zu beeinflussen. Die Rückkehr in den Grundzustand erfolgt stochastisch, so dass die
Fluoreszenzsignale der einzelnen Moleküle zeitlich und somit auch optisch voneinander ge-
trennt werden können.

2.3.2 Positionsbestimmung der einzelnen Moleküle zur Rekonstruktion des
Lokalisationsbildes

An die jeweiligen Punktbildfunktionen der einzelnen separierten Moleküle im Bild wird ei-
ne Modellfunktion angepasst, um deren Zentren und somit die Positionen der Fluorophore
zu bestimmen. Führt man diese Prozedur für genügend viele Moleküle durch, so kann man
aus den erhaltenen Positionsinformationen ein neues Bild generieren, dessen effektive opti-
sche Auflösung nur noch von der Lokalisationsgenauigkeit der Molekülpositionen und deren
Dichte abhängig ist. Ein detailliertes Protokoll zur Lokalisationsmikroskopie am Beispiel von
photoaktivierbaren Farbstoffen wird in [Gould et al., 2009] beschrieben.
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Abbildung 2.11:
Prinzip der Lokalisationsmikroskopie (SPDM). Oben links ist ein konventionelles Weitfeld-
fluoreszenzbild von YFP-markierten Membranausläufern einer Zelle dargestellt. Rechts daneben
ist schematisch der Datenstapel einer SPDM-Aufnahme gezeigt. In gelb ist ein kleiner Bereich
eines Einzelbilds aus dem Datenstapel markiert, in dem die Signale von vier Fluorophoren zu se-
hen sind. Darunter befindet sich derselbe Bildausschnitt. Hier ist die Intensität zusätzlich in der
z-Richtung aufgetragen, um die Anpassung einer Modellfunktion (2D-Gauß-Verteilung) zu ver-
deutlichen. Hieraus erhält man die Positionen der Moleküle, welche in ein neues Bild eingetragen
werden. Die Ungenauigkeit der Positionsbestimmung (Lokalisationsgenauigkeit) kann dadurch vi-
sualisiert werden, indem die Molekülpositionen in dem neuen Bild mit einer Gauß-Verteilung gefaltet
werden, deren Standardabweichung der jeweiligen Lokalisationsgenauigkeit entspricht. Führt man
diese Prozedur für alle detektierten Einzelmolekülsignale durch, so erhält man ein Lokalisationsbild,
wie es unten rechts dargestellt ist. Darüber ist in einem Histogramm die Lokalisationsgenauigkeit
der detektierten Moleküle aufgetragen. Mod. nach [Kaufmann et al., 2009].

Lokalisationsgenauigkeit

Die Genauigkeit, mit der die Position eines einzelnen Farbstoffmoleküls bestimmt werden kann,
hängt hauptsächlich von der Anzahl der detektierten Photonen N ab [Bobroff, 1986,Thomson
et al., 2002,Bornfleth et al., 1998]. Die theoretisch erreichbare Lokalisationsgenauigkeit, welche
abhängig ist von der Größe der PSF, der Zahl der detektierten Photonen, der Pixelgröße des
Detektors sowie des Hintergrundrauschens auf jedem Pixel, kann nach [Thomson et al., 2002]
wie folgt hergeleitet werden.
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Ausgehend davon, dass jedes detektierte Photon eines Moleküls ein Maß für dessen Positi-
on angibt, kann diese durch den Mittelwert über alle Positionen der detektierten Photonen
bestimmt werden. Daraus ergibt sich unter der Annahme von reinem Photonenrauschen für
N detektierte Photonen mit der Standardabweichung s der PSF der Fehler des Mittelwerts zu:

〈(∆x)2〉 = s2

N
.

Durch die Pixelierung bzw. die endliche Größe a eines Pixels des Detektors erhält man eine
zusätzliche Ungenauigkeit, da man nicht weiß, an welcher Position auf dem Pixel das Photon
aufgetroffen ist:

〈(∆x)2〉 = s2 + a2/12
N

.

Um das Hintergrundrauschen b zu berücksichtigen, das durch emittierte Photonen anderer
fluoreszierender Moleküle verursacht wird, erweitert man die obige Gleichung wie folgt:

〈(∆x)2〉 = s2 + a2/12
N

+
8πs4b2

a2N2 = σ2
xy.

Mit dieser Gleichung kann die theoretisch zu erwartende Lokalisationsgenauigkeit σxy für
einen zweidimensionalen Detektor bestimmt werden.

Anpassung einer Modellfunktion

Zur Positionsbestimmung anhand der Anpassung einer Modellfunktion an die Intensitätsver-
teilung eines Einzelmolekülsignals verwendet man typischerweise nicht die PSF, sondern die
wesentlich einfachere zweidimensionale Gauß-Verteilung:

I(x, y) = I0 · exp
[
− (x− x0)2 + (y− y0)2

2s2

]
+ b.

Die Anpassung erfolgt entweder über die Methode der kleinsten Quadrate (z.B. dem Levenberg-
Marquardt-Algorithmus) oder über die Maximum-Likelihood-Methode. Die Lokalisationsge-
nauigkeit ergibt sich entweder direkt aus dem Fehler der Position aus der Anpassung der
Modellfunktion oder kann aus der Anzahl der detektierten Photonen N für ein Einzelmole-
külsignal aus der oben aufgeführten Gleichung für die theoretisch erreichbare Lokalisationsge-
nauigkeit bestimmt werden.

Rekonstruktion des Lokalisationsbildes

Um ein Lokalisationsbild aus den gewonnen Positionen der einzelnen detektierten Molekü-
len zu erhalten, werden diese in ein neues Bild eingetragen. Die effektive optische Auflösung
bei der Lokalisationsmikroskopie hängt von der Lokalisationsgenauigkeit und der Dichte der
detektierten Moleküle ab. Da die Lokalisationsgenauigkeit die Standardabweichung der Mo-
lekülposition darstellt, muss diese in eine Halbwertsbreite umgerechnet werden, um mit einer
PSF verglichen werden zu können. Daraus ergibt sich für die mittlere effektive optische Auf-
lösung basierend auf der mittleren Lokalisationsgenauigkeit σ̄xy:
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D
σxy
eff = 2

√
2ln2 · σ̄xy ≈ 2,35σ̄xy.

Neben der Lokalisationsgenauigkeit muss auch die Punktdichte im Bild berücksichtigt werden.
Nach dem Abtasttheorem [Shannon, 1949] muss der Abstand der Datenpunkte mindestens
halb so klein sein, wie die Größe der Struktur, die dargestellt werden soll. Hieraus erhält man
die mittlere effektive optische Auflösung, basierend auf dem mittleren Abstand zur nächsten
benachbarten Molekülposition d̄NN:

Dd̄NN
eff = 2d̄NN.

Die effektive Auflösung eines Lokalisationsbilds ist durch den größeren der beiden Faktoren
bestimmt:

Deff =

2,35σ̄xy, wenn 2,35σ̄xy ≥ 2d̄NN,
2d̄NN, wenn 2,35σ̄xy < 2d̄NN.

Zur Visualisierung der effektiven optischen Auflösung, die durch die Lokalisationsaufnahme er-
reicht wurde, gibt es verschiedene Möglichkeiten. Eine detailliere Übersicht hierzu bietet [Bad-
deley et al., 2010]. Die gängigste Methode nutzt die Faltung der Molekülpositionen mit einer
Gauß-Verteilung, welche eine Standardabweichung besitzt, die der jeweiligen Lokalisationsge-
nauigkeit entspricht.

2.3.3 Kombination von SMI- und Lokalisationsmikroskopie

Die Methoden der Lokalisationsmikroskopie, welche konventionelle Fluorophore verwenden,
bieten die Möglichkeit einer Kombination mit anderen hochauflösenden Verfahren, die auf

Abbildung 2.12:
3D-Rekonstruktion einer kombinierten Aufnahme von SMI- und Lokalisationsmikroskopie.
Links ist das zweidimensionale Lokalisationsbild einer Membranstruktur dargestellt. Auf der rechten
Seite ist ein Ausschnitt des linken Bildes in der dreidimensionalen Rekonstruktion der axialen und
lateralen Positionsinformation der Kombination von SMI- und Lokalisationsmikroskopie gezeigt.
Aus [Kaufmann, 2008], mod. nach [Lemmer et al., 2008]
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einer Weitfeldbeleuchtung beruhen. So kann beispielsweise die in Kapitel 2.2.4 beschriebene
SMI-Mikrokopie genutzt werden, um die axiale Ausdehnung und Position von kleinen Struk-
turen zu bestimmen. Diese Information kann mit der lateralen Positionsinformation der Loka-
lisationsmikroskopie zusammengeführt werden, um ein hochaufgelöstes dreidimensionales Bild
der aufgenommen Struktur zur rekonstruieren.
In Abbildung 2.13 ist schematisch die Kombination von SMI- und Lokalisationsmikrosko-
pie veranschaulicht. Wie in Kapitel 2.2.4 bereits ausgeführt, kann mithilfe einer Objekt- oder
Phasen-Rasterung die axiale Information der untersuchten Struktur ermittelt werden. Dadurch
ist es möglich, jeder lateralen Einzelmolekülposition, die mithilfe der Lokalisationsmikroskopie
bestimmt wurde, eine axiale Komponente zuzuordnen. Die Ungenauigkeit dieser Komponen-
te ergibt sich aus der axialen Ausdehnung der Struktur. Aus dieser 3D-Information kann die
räumliche Anordnung der detektierten Moleküle rekonstruiert werden. Dies ist beispielhaft für
eine Membranstruktur in Abbildung 2.12 gezeigt.

Abbildung 2.13:
Kombination von SMI- und Lokalisationsmikrokopie. Mithilfe einer Objekt-Rasterung (Ver-
schieben des Präparats in axialer Richtung durch das stehende Wellenfeld) und/oder einer Phasen-
Rasterung (Verschieben des Wellenfelds in axialer Richtung über das Präparat) wird die axiale
Ausdehnung und Position der Struktur bestimmt. Diese Information wird mit der lateralen Po-
sitionsinformation der darauffolgenden Lokalisationsmessung kombiniert. Hieraus kann ein hoch-
aufgelöstes dreidimensionales Bild, wie es beispielhaft in Abbildung 2.12 gezeigt ist, rekonstruiert
werden. Aus [Kaufmann, 2008].
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3 Mikroskopaufbau und Datenauswertung

Im Folgenden wird der Mikroskopaufbau beschrieben, der für die experimentellen Messungen
der vorliegenden Arbeit verwendet wurde. Hierbei handelt es sich um das Vertico-SMI [Rey-
mann, 2007], das neben SMI-Messungen zusätzlich auch Lokalisationsmessungen (SPDM) er-
möglicht. Zudem werden die wichtigsten bereits existierenden Programme und Algorithmen
zur Datenauswertung vorgestellt.

3.1 Aufbau des Vertico-SMI

Das Vertico-SMI stellt eine Weiterentwicklung zur Optimierung für biologische Messungen
an lebenden Zellen des gewöhnlichen Aufbaus eines SMI-Mikroskops [Spöri, 2004] dar. Auf-
grund der Weitfeldbeleuchtung kann es auch für die Lokalisationsmikroskopie eingesetzt wer-
den [Lemmer, 2009].
Die Software zur Geräteansteuerung und Datenakquisition ist sowohl für SMI- als auch für
Lokalisationsaufnahmen in Python1 implementiert [Baddeley, 2007].

3.1.1 Strahlengang

Am Aufbau des Vertico-SMI stehen zwei Laser2 mit den Wellenlängen 488 nm und 568 nm zur
Verfügung. Sie werden über einen Strahlteiler DS13 zusammengeführt und über einen Kolli-
mator um den Faktor 2,5 aufgeweitet. Die Spiegel S1 bis S4 dienen zur Strahlführung in den
vertikalen SMI-Aufbau. Die Blenden B1 bis B3 werden zur Beseitigung von Beugungseffekten
vorangegangener Aperturen verwendet. Ein nicht polarisierender Strahlteiler BS4 teilt den an-
kommenden Laserstrahl im Verhältnis 50:50. Über die Linse L1 und den dichroitischen Spiegel
DS25 wird der eine Strahl in die hintere Fokusebende des Objektivs O16 fokussiert. Der zweite
Strahl wird über die Linse L2 in die hintere Fokusebene des Objektivs O26 fokussiert. Auf diese
Weise kann ein stehendes Laserfeld zwischen den beiden sich gegenüberstehenden Objektiven
erreicht werden. Über einen Spiegel an einem Piezoaktuator PS7 im oberen Arm des Interfe-
rometers kann die Phase des Wellenfeldes eingestellt werden. Das Präparat wird zwischen den
beiden Objektiven über Schrittmotoren8 platziert. Ein weiterer Piezoaktuator9 ermöglicht die
genaue Positionierung der Probe in axialer Richtung. Das emittierte Fluoreszenzlicht passiert

1Python Software Foundation, http://www.python.org
2Sapphire HP 488, Sapphire 568, Coherent, Dieburg
3F33-492 AHF Analysentechnik, Tübingen
4NT32-505, Edmund Optics, Karlsruhe
5F52-489, AHF Analysentechnik, Tübingen
6HCX PL APO, 63x, NA=0,7-1,4, Leica, Wetzlar
7P-753.1CD, Physik Instrumente, Karlsruhe
8M-505.4DG (x-Achse), M-112.1DG (y-Achse), M-110.1DG (z-Achse), Physik Instrumente, Karlsruhe
9P-621.ZCD, Physik Instrumente, Karlsruhe
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Abbildung 3.1:
Schematischer Aufbau des Vertico-SMI. Die beiden Laserlinien werden über den dichroitischen
Strahlteiler DS1 zusammengeführt und durch einen Kollimator aufgeweitet. Die Probe wird über
das Objektiv O1 kollimiert beleuchtet. Der Strahlteiler BS ermöglicht die Strahlführung zum zwei-
ten Objektiv O2, um ein stehendes Wellenfeld zwischen den Objektiven für die SMI-Mikroskopie
zu erzeugen. Für die Lokalisationsmikroskopie kann eine zusätzliche Linse LL in den Strahlengang
eingebracht werden, um die Intensität in der Objektebene entsprechend anzupassen. Das Fluo-
reszenzlicht gelangt durch den Strahlteiler BS2 zur CCD-Kamera und wird durch einen Filter BF
zusätzlich aufgereinigt. Mod. nach [Kaufmann, 2008].

den dichroitischen Spiegel DS21 und wird von einem Blocking-Filter BF2 zusätzlich vom An-
regungslicht des Lasers getrennt. Bandpassfilter34 ermöglichen außerdem die Unterdrückung
der Autofluoreszenz der Zelle oder anderer fluoreszenter Moleküle mit unterschiedlichem Emis-
sionsspektrum. Die Tubuslinse TL5 fokussiert das Fluoreszenzlicht auf den CCD-Chip einer
sehr sensitiven und schnellen Kamera6 mit einer Auflösung von 1376 × 1040 Pixeln, deren
Kantenlänge 64,5 µm beträgt. Durch die 63x Vergrößerung des Objektivs ergibt sich eine
Pixelgröße von 102 nm im Objektraum. Um die Intensität des Anregungslichts in der Objek-
tebene für Lokalisationsaufnahmen anzupassen, kann eine langbrennweitige (50 cm) Linse LL
in den Strahlengang eingebracht werden.

1F52-489, AHF Analysentechnik, Tübingen
2F54-568, AHF Analysentechnik, Tübingen
3XF3003, Laser Components GmbH, Olching
4F37-609, AHF Analysentechnik, Tübingen
511020 515 073 010, 1.0x, Brennweite f=200mm, Leica, Wetzlar
6SensiCam QE, PCO Imaging, Kehlheim
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3.2 Algorithmen zur Positionsbestimmung der einzelnen Moleküle

3.1.2 SMI-Modus

Der SMI-Aufbau ermöglicht die Realisierung eines stehenden Wellenfelds durch die Interferenz
der Laserstrahlen gleicher Intensität und Polarisation. Dieses kann nach dem in Kapitel 2.2.4
beschriebenen SMI-Prinzip verwendet werden, um Informationen über die axiale Position und
Ausdehnung von kleinen isolierten Strukturen im Präparat zu erhalten.
Die in Python implementierte Software zur Mikroskopsteuerung [Baddeley, 2007] ermöglicht
die Aufnahme von Phasen- und Objekt-Rasterungen um daraus mit weiteren Algorithmen
(s. [Baddeley, 2007] und Kapitel 4.6) Objektgröße und Ausdehnung zu bestimmen.

3.1.3 SPDM-Modus

Wird das Vertico-SMI für die in Kapitel 2.3 vorgestellte Lokalisationsmikroskopie eingesetzt,
so erfolgt die Beleuchtung nur über das obere Objektiv O1. Eine zusätzliche langbrennweitige
Linse LL im Beleuchtungsstrahlengang ermöglicht die Anpassung der Anregungsintensität im
Objektraum, um die erforderlichen Bedingungen für den reversiblen Bleichvorgang der Fluo-
rophore zu schaffen. Mit der in Python implementierten Aufnahmesoftware [Baddeley, 2007]
wird, abhängig vom Präparat, ein Datenstapel von 300 bis mehreren tausend Einzelbildern
mit einer Rate von 5 fps bis 20 fps und einer Integrationszeit zwischen wenigen ms bis 150
ms aufgenommen. Die Datenauswertung zur Rekonstruktion eines Lokalisationsbildes aus den
Rohdaten und weitere Analysen erfolgen mithilfe in MATLAB1 implementierten Algorithmen (s.
Kapitel 3.2 und 4).

3.2 Algorithmen zur Positionsbestimmung der einzelnen Moleküle

Zur Bestimmung der Molekülpositionen aus den Rohdaten existieren in der Arbeitsgruppe
zwei unterschiedliche Methoden. Der Algorithmus SPDM [Lemmer, 2009] basiert auf der ite-
rativen Anpassung einer Modellfunktion an die Einzelmolekülsignale über einen Levenberg-
Marquardt-Algorithmus zur Bestimmung der Positionen. Der erst kürzlich entwickelter Algo-
rithmus fastSPDM [Grüll et al., 2011] nutzt die Maximum-Likelihood-Methode. Ist der Hinter-
grund gleich Null, kann das Problem der Likelihood-Maximierung analytisch gelöst werden.
Dieser Algorithmus bietet bei gleicher Genauigkeit einen Geschwindigkeitsvorteil von einem
Faktor 100 gegenüber der iterativen Anpassung einer Modellfunktion über die Methode der
kleinsten Quadrate.

3.2.1 Positionsbestimmung mit dem Algorithmus SPDM

Der Algorithmus SPDM stellt eine typische, jedoch rechen- und zeitintensive Methode zur Be-
stimmung der Positionen der Einzelmolekülsignale dar. Der Vorteil gegenüber anderen Metho-
den liegt darin, dass die Lokalisationsgenauigkeit direkt aus der Anpassung der Modellfunktion
gewonnen wird und nicht anhand von anderen Parametern abgeschätzt werden muss.

Aufbereitung der Rohdaten

Im ersten Schritt des Algorithmus SPDM wird die Signalstärke Icount unter Berücksichtigung
des Verstärkungsfaktors der Kamera cconv in die entsprechende Anzahl der detektierten Pho-
tonen Iph für jedes Pixel an der Position (x, y,n) umgerechnet, wobei n der Bildnummer aus

1The MathWorks, Natick, USA
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den N aufgenommenen Einzelbildern entspricht:

Iph(x, y,n) = cconv · Icount(x, y,n) , n = 1 . . . N .

Für Rohdaten, die ein hohes Hintergrundsignal aufweisen (typisch für Messungen an biologi-
schen Präparaten), wird ein Differenzdatenstapel erzeugt. Dies geschieht durch die Subtraktion
des jeweiligen nachfolgenden Bildes von jedem Einzelbild im Datenstapel:

Idiff(x, y,n) = Iph(x, y,n)− Iph(x, y,n+ 1) , n = 1 . . . N − 1.

Auf diese Weise werden die Hintergrundsignale aus den Daten entfernt und es bleiben le-
diglich die Signale der kurz aufleuchtenden einzelnen Farbstoffmoleküle zurück. Durch die
Subtraktion der Einzelbilder wird jedoch das Rauschen auf den Pixeln um den Faktor

√
2

erhöht.

Segmentierung der Daten

Der zweite Schritt des Algorithmus SPDM besteht aus der Segmentierung der Einzelmolekülsi-
gnale im Datenstapel. Hierfür wird eine modifizierte Version des Algorithmus ofind [Baddeley,
2007] verwendet, der auf dem clean-Algorithmus aus der Radioastronomie beruht [Högbom,
1974, Clark, 1980]. Durch einen Bandpassfilter werden die Strukturen in den Einzelbildern
entfernt, die kleiner sind als solche, die vom System übertragen werden können (Rauschen)
und Strukturen aus dem Hintergrund, die deutlich größer sind als ein Signal eines einzelnen
Moleküls:

Ibp = Idiff ⊗ g(σr)− Idiff ⊗ g(σh).

g(σr) und g(σh) sind Gauß-Kernel mit einer Standardabweichung, die der Größe der jeweiligen
zu filternden Struktur (Rauschen bzw. Hintergrund) entspricht.
Zur groben Positionsbestimmung werden die Maximalwerte in den Einzelbildern inkrementell
ermittelt (weitere Details hierzu s. [Baddeley, 2007], [Lemmer, 2009] und [Gunkel, 2011]).

Positionsbestimmung durch Anpassen einer Modellfunktion

Nach der Segmentierung der Daten erfolgt im dritten Schritt die eigentliche Positionsbestim-
mung der einzelnen Moleküle. An den zuvor ermittelten Positionen wird eine ROI (region of
interest) von 15 × 15 Pixeln aus den entsprechenden Einzelbildern des Datenstapels extrahiert.
An das hierin enthaltene Einzelmolekülsignal wird eine zweidimensionale Gauß-Verteilung mit
einem zusätzlichen Hintergrundgradienten als Modellfunktion angepasst (s. hierzu auch Abb.
3.2):

f(x, y, p) = p1 · exp
[
−
(
(x− p2)2

2p2
4

+
(y− p3)2

2p2
5

)]
+ p6 + p7 · (x− p2) + p8 · (y− p3).

Die Parameter p1 . . . p8 werden durch einen Levenberg-Marquardt-Algorithmus optimiert. Die
Startparameter werden wie folgt gewählt:
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3.2 Algorithmen zur Positionsbestimmung der einzelnen Moleküle

Abbildung 3.2:
Anpassung einer Modellfunktion. A: aufbereitetes Einzelmolekülsignal. B: entsprechende 2D-
Gauß-Verteilung als Modellfunktion zur Anpassung an die Daten. Die Pixelgröße beträgt hier
65 nm. Aus [Gunkel, 2011].

p1 = max(IROI)−min(IROI),

p2 = {x | IROI(x, y) = max(IROI(x, y))},

p3 = {y | IROI(x, y) = max(IROI(x, y))},

p4 = p5 =
1

2, 35 ·
λ

2NA ·
1

Pixel ,

p6 = min(IROI),

p7 = p8 = 0, 01,

wobei λ der Wellenlänge des Fluoreszenzlichts, NA der numerischen Apertur und Pixel der
effektiven Pixelgröße der Kamera entspricht.

Nach der Bestimmung der optimierten Parameter p werden diese im Bezug auf folgende Kri-
terien hin gefiltert:

• alle Parameter besitzen reale, nicht unendliche Werte,

• die Amplitude p1 ist 7 mal höher als das Hintergrundrauschen,

• die Standardabweichungen der Modellfunktion p4 und p5 sind kleiner als 150 nm,

• die Abweichung von p4 und p5 beträgt weniger als 40%,

• die Lokalisationsgenauigkeit (p4 + p5)/2 ist kleiner als ein festgelegter Wert (typischer-
weise 55 nm).
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3 Mikroskopaufbau und Datenauswertung

Werden alle Kriterien erfüllt, so wird aus der Quanteneffizienz der Kamera und den Parame-
tern p die Anzahl der detektierten Photonen abgeschätzt und alle Ergebnisse in eine Tabelle
eingetragen. Weitere Ausführungen hierzu sind in [Lemmer, 2009] und [Gunkel, 2011] darge-
stellt.

3.2.2 Positionsbestimmung mit dem Algorithmus fastSPDM

Für den Fall einer zweidimensionalen Gauß-Verteilung ohne zusätzlichen Hintergrund als Mo-
dellfunktion, existiert eine analytische Lösung der Likelihood-Maximierung [Anthony und Gar-
nick, 2009]. Dadurch entfällt die rechenintensive iterative Anpassung der Modellfunktion an
die Daten. Der Algorithmus fastSPDM nutzt diese Methode zur Bestimmung der Positionen
der Einzelmolekülsignale einer Lokalisationsmessung und bietet dadurch einen enormen Ge-
schwindigkeitsvorteil gegenüber dem Algorithmus SPDM. Eine detaillierte Beschreibung kann
in [Grüll et al., 2011] nachgelesen werden.

Auffinden der Einzelmolekülsignale

Der erste Schritt des Algorithmus fastSPDM besteht aus dem Auffinden der Signale der einzel-
nen Moleküle. Dies geschieht durch einen Vergleich des Hintergrunds IH mit jedem Pixelwert.
Der Hintergrund IH wird folgendermaßen bestimmt:

IH(x, y,n) = IH(x, y,n− 1) + 1
H
· (min[I(x, y,n)− IH(x, y,n− 1),σH(x, y,n)]),

wobei H dem inversen Glättungsfaktor, I(x, y,n) dem Pixelwert an der Stelle (x, y) im Einzel-
bild der Bildnummer n und σH =

√
IH der Breite des Poisson verteilten Hintergrundrauschens

entspricht.

Das Maximum eines Einzelmolekülsignals muss mehr als 4σH betragen, damit es für die weite-
re Positionsbestimmung ausgewählt wird. Diese geschieht innerhalb einer quadratischen ROI
von 7 × 7 Pixeln um das lokale Maximum des Signals, von dem zuerst der Hintergrund IH
abgezogen wird.

Erstellen einer runden ROI um die Einzelmolekülsignale

Im zweiten Schritt werden zusätzlich zur Subtraktion des Hintergrunds IH zunächst alle Pixel
um 2σH reduziert. Alle negativen Werte werden auf Null gesetzt. Dies führt zu einer Un-
terdrückung der stark von Rauschen behafteten Pixel am Rand und somit zu einer runden
ROI, was eine präzisere Positionsbestimmung des Einzelmolekülsignals ermöglicht [Grüll et al.,
2011].
Ein optionaler dritter Schritt kann genutzt werden, um zwei überlappende Signale voneinan-
der zu trennen. Hierbei wird die ROI ausgehend vom Zentrum zu den Rändern hin abgetastet
und falls ein lokales Minimum gefunden wird, werden alle weiteren Pixel auf Null gesetzt.

Positionsbestimmung

Im letzten Schritt wird die Position ~µ des Einzelmolekülsignals sowie die zugehörige Lokalisa-
tionsgenauigkeit σxy berechnet:
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~µ =
∑
i

Ii
Iges

~xi,

σx =

√
1

12Iges
∑
i

(xi − µx
Iges

)2
(Ii + IH),

wobei Ii der Pixelwert des i-ten Pixels in der ROI ist und Iges die gesamte Intensität des
Signals, die durch die Summe über alle Pixelwerte Ii in der ROI abgeschätzt werden kann.

3.3 Visualisierung und weitere Analyse von Lokalisationsdaten

In der Arbeitsgruppe existieren verschiedene Algorithmen zur Darstellung von Lokalisations-
daten [Lemmer, 2009]. Außerdem sind grundlegende Algorithmen zur weiteren Auswertung
von Lokalisationsdaten vorhanden. Im Folgenden sollen die wichtigsten vorgestellt und kurz
erläutert werden. Detaillierte Beschreibungen dieser Algorithmen befinden sich in [Lemmer,
2009] und [Gunkel, 2011].

3.3.1 Grundlegende Algorithmen zur Visualisierung von Lokalisationsdaten

Die Visualisierung der Positionsinformation, die aus einer Lokalisationsmessung gewonnen
wird, ist der wichtigste Schritt in der Weiterverarbeitung und Verifizierung der Daten. Hierzu
sind unterschiedliche Algorithmen vorhanden. In Abbildung 3.3 sind beispielhaft die Lokali-
sationsbilder der entsprechenden Methoden gezeigt.

Abbildung 3.3:
Unterschiedliche Visualisierungsmöglichkeiten von Lokalisationsdaten. A: Positionsbild er-
zeugt mit Orte2Bild. B: Visualisierung der lokalen Punktdichte innerhalb eines Radius von 100 nm
um jede Molekülposition mit Nachbarlabel. C: Darstellung der Lokalisationsgenauigkeit durch
den Algorithmus Orte2StdBild.

Darstellung der Positionen (Orte2Bild)

Die einfachste und anschaulichste Darstellung von einzelnen Molekülpositionen besteht in
dem Eintragen dieser als Punkte in ein “leeres“ Bild. Der Algorithmus Orte2Bild erstellt ein
Lokalisationsbild mit der gewünschten Pixelgröße, in welchem jede detektierte Molekülposition

29



3 Mikroskopaufbau und Datenauswertung

einem Punkt (Pixel) zugeordnet wird. Der Wert eines Pixels im Bild entspricht der Summe
von Positionen, die in diesen Pixel fallen. In Abbildung 3.3A ist beispielhaft ein derartiges
Lokalisationsbild gezeigt.

Darstellung der Positionen unter Berücksichtigung der jeweiligen
Lokalisationsgenauigkeit (Orte2StdBild)

Der Algorithmus Orte2StdBild ermöglicht eine Darstellung der einzelnen Positionen der de-
tektierten Moleküle unter Einbeziehung ihrer jeweiligen Lokalisationsgenauigkeit. Wie bei dem
Algorithmus Orte2Bild werden die einzelnen Positionen in ein Bild eingetragen. Zusätzlich
wird allerdings jede Molekülposition mit einer zweidimensionalen Gauß-Verteilung gefaltet,
deren Standardabweichung der Lokalisationsgenauigkeit der jeweiligen Molekülposition ent-
spricht (s. Abb. 3.3C).

Darstellung der lokalen Punktdichte in vorgegebenem Radius (Nachbarlabel)

In Kapitel 2.3.2 wurde bereits erwähnt, dass neben der Lokalisationsgenauigkeit die Punktdich-
te der Signalpositionen eine entscheidende Rolle spielt. Mithilfe des Algorithmus Nachbarlabel
kann ein Lokalisationsbild erstellt werden, welches die lokale Punktdichte in einem vorgegebe-
nen Radius widerspiegelt. Basierend auf dem Algorithmus Orte2Bild wird ein Positionsbild
generiert, das als Grundlage für die Bestimmung der Punktdichte dient. Diese erfolgt durch
die Faltung des Positionsbildes mit einer binären Kreisfläche eines bestimmten Radius. Durch
die pixelweise Multiplikation des gefalteten Bildes mit dem ursprünglichen Bild erhält man ein
Lokalisationsbild, dessen Pixelwerte die Zahl von Molekülpositionen in einem vorgegebenen
Radius um die jeweiligen Position angeben (s. Abb. 3.3B).

3.3.2 Bestehende Algorithmen zur weiteren Auswertung von Lokalisationsdaten

In der Arbeitsgruppe existieren weitere Algorithmen zur Analyse von Lokalisationsdaten, die
im Rahmen verschiedener Doktor- und Diplomarbeiten [Lemmer, 2009,Gunkel, 2011,Ruckels-
hausen, 2011,Paech, 2011] sowie in der vorliegenden Arbeit entwickelt wurden.

Eine der grundlegendsten Analysen von Lokalisationsdaten stellt die Distanzanalyse dar. Der
Algorithmus SPDMDistanzen [Lemmer, 2009] ermöglicht die Bestimmung aller Distanzen zwi-
schen den einzelnen Molekülpositionen, die in einem Lokalisationsbild auftreten. Er kann so-
wohl auf Positionsdaten als auch auf Lokalisationsbilder, die mit dem Algorithmus Orte2Bild
erstellt wurden, angewendet werden.
Analog zu SPDMDistanzen existiert der Algorithmus NNDistanzen, der für jede Molekülpo-
sition, basierend auf einem Positionsbild, den Abstand zum nächsten Nachbarn bestimmt.
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde der Algorithmus NNDistanzen weiterentwickelt
(NNOrte), so dass die Nächsten-Nachbarn-Distanzen basierend auf den Positionsdaten be-
stimmt werden können, um Artefakte der Pixelierung eines Bildes zu vermeiden und um jeder
Molekülposition eindeutig den Abstand zum nächsten Nachbarn zuordnen zu können.
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4 Entwickelte Algorithmen zur Datenanalyse

In Kapitel 3.2.1 wurde bereits der Algorithmus SPDM vorgestellt, der es ermöglicht, Positionsda-
ten und weitere Informationen der detektierten Einzelmolekülsignale aus den aufgenommenen
Rohdaten zu erhalten. Auch grundlegende Methoden zur Darstellung dieser Lokalisationsdaten
wurden beschrieben. In diesem Kapitel werden die wichtigsten Algorithmen zur Datenauswer-
tung, die im Rahmen dieser Arbeit entwickelt wurden, näher erläutert. Hierbei handelt es sich
einerseits um weitere Methoden zur Visualisierung von Daten der Lokalisationsmikroskopie.
Der Schwerpunkt lag andererseits jedoch auf der Entwicklung von Algorithmen zu weiteren
Analysen basierend auf der Positionsinformation der einzelnen detektierten Molekülen, die
bei der Lokalisationsmikroskopie zur Verfügung steht. Alle Algorithmen wurden in MATLAB
implementiert und können über die Kommandozeile mit den entsprechenden Befehlen auf-
gerufen werden. Für Algorithmen mit vielen Eingabeparametern wurden zusätzlich grafische
Benutzeroberflächen (graphical user interfaces, GUIs) für eine übersichtlichere Handhabung
angelegt.

4.1 Visualisierung von Lokalisationsdaten

Bei den unterschiedlichen Verfahren zur Darstellung von Lokalisationsdaten stellt sich stets
die Frage, wie die effektive optische Auflösung (Strukturauflösung) des Systems in den resul-
tierenden Bildern wiedergeben wird. Wie in Kapitel 3.3.1 und 2.3.2 bereits beschrieben, gibt
es Methoden, welche die Lokalisationsgenauigkeit der detektierten Moleküle als Maß für die
effektive Auflösung abbilden. Da jedoch ein Lokalisationsbild aus sehr vielen einzelnen Punk-
ten zusammengesetzt ist, wird die Strukturauflösung auch durch die Punktdichte bestimmt.
Das Abtasttheorem [Shannon, 1949] legt fest, dass um eine Struktur der Größe d auflösen zu
können, ein mittlerer Abstand der Punkte von d/2 oder weniger vorliegen muss. Um also ein
Lokalisationsbild zu erstellen, das die Strukturauflösung wiedergibt, die durch die zugrunde
liegenden Daten bestimmt ist, muss sowohl die Lokalisationsgenauigkeit als auch die Punkt-
dichte der detektierten Moleküle berücksichtigt werden.
In Kapitel 3.3.1 wurde bereits eine Methode zur Darstellung von Lokalisationsdaten beschrie-
ben, die eine Gauß-Verteilung mit einer Standardabweichung, die der jeweiligen Lokalisati-
onsgenauigkeit σLok entspricht, über jede detektierte Molekülposition setzt. Dies spiegelt die
gängigste Methode zur Repräsentation der effektiven optischen Auflösung des generierten Lo-
kalisationsbildes wider. Für ein einzelnes Molekül im Bild entspricht diese Darstellung dem,
was man theoretisch in einem Mikroskop mit vergleichbarer Auflösung (gegeben durch die
PSF des Systems) beobachten würde. Betrachtet man jedoch alle detektierten Moleküle, so
entspricht die effektive optische Auflösung in dieser Darstellung nicht mehr der tatsächlichen
Strukturauflösung, falls die Dichte der einzelnen Punkte nicht hoch genug ist. Andererseits
wird bei einer sehr hohen Punktdichte die Strukturauflösung im Lokalisationsbild um den
Faktor

√
2 verschlechtert dargestellt. Dies beruht auf der zweimaligen Faltung der zugrunde

liegenden Struktur mit einer Gauß-Verteilung deren Standardabweichung der Lokalisations-
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genauigkeit entspricht. Die erste Faltung entsteht durch die Bestimmung der Positionen der
detektierten Moleküle mit einer bestimmten Ungenauigkeit (= Lokalisationsgenauigkeit). Die
zweite Faltung ist die eines jeden Positionspunktes im Bild mit der jeweiligen Lokalisations-
genauigkeit (vergl. Abb. 4.1A,B,F).

4.1.1 Visualisierung basierend auf den Abständen zum nächsten Nachbarn

Um die Punktdichte im Lokalisationsbild als Maß für die Strukturauflösung darzustellen, wur-
de der Algorithmus Orte2NNBild entwickelt, der auf einem ähnlichen Prinzip beruht wie die
in Kapitel 3.3.1 beschriebene Methode für die Lokalisationsgenauigkeit. Es wird ebenfalls jede
Position im Bild durch eine Gauß-Verteilung repräsentiert, deren Standardabweichung nun
aber dem Abstand zum nächsten benachbarten Molekül entspricht. Der Abstand zum nächs-
ten Nachbarn ni des Punktes xi ist im metrischen Raum der Menge aller detektierten Punkte
X durch eine Abstandsfunktion d(x, y) mit x, y ∈ X definiert:

dNN i = d(ni,xi) ≤ d(x,xi) ∀x ∈ X \ ni.

Das Lokalisationsbild BLM wird folgendermaßen erstellt:

BLM =
N∑
i=1

g(xi, dNN i),

wobei N die Gesamtzahl der detektierten Moleküle ist und g(x,σ) eine zweidimensionale
Gauß-Verteilung an der Position x mit einer Standardabweichung von σ darstellt.

Auf diese Weise wird die lokale effektive optische Auflösung im Bild der jeweiligen lokalen
Punktdichte angepasst. Bei Aufnahmen mit hoher Punktdichte entspricht die im Lokalisa-
tionsbild dargestellte Strukturauflösung tatsächlich der Information, die in den Lokalisations-
daten enthalten ist. In diesem Fall ist die Standardabweichung der Gauß-Verteilung wegen
des geringen Abstandes zum nächsten Nachbarn d̄NN deutlich kleiner als die Verteilung der
Molekülpositionen um die eigentliche Struktur aufgrund der Ungenauigkeit der Positionsbe-
stimmung σ̄Lok.

In Abbildung 4.1 sind Simulationen für eine Lokalisationsmessung gezeigt, in welcher Punkte
auf zwei parallel verlaufenden Geraden mit einem Abstand von 40 nm mit einer Lokalisations-
genauigkeit von 10 nm detektiert wurden (Anordnung nach [Baddeley et al., 2010]). Die Lokali-
sationsdaten wurden mit unterschiedlichen Verfahren visualisiert (Abb. 4.1B-E). Projektionen
der Intensitätsverteilung in den jeweiligen Bildern entlang der Geraden sind in Abbildung
4.1F aufgetragen. Die gestrichelte graue Kurve entspricht hier der theoretisch zu erwarten-
den Verteilung, wie sie im Lokalisationsbild A dargestellt ist. Die farbigen Kurven spiegeln
die Strukturauflösung in den Lokalisationsbildern wider, die mit unterschiedlichen Methoden
aus demselben Datensatz generiert wurden. Vergleicht man die Kurven mit der theoretischen
Verteilung, so kann man erkennen, dass im Fall der Darstellung über die Gauß-Verteilung mit
der Breite der Lokalisationsgenauigkeit die Auflösung im Bild drastisch verringert wird (blaue
Kurve in Abb. 4.1F). Die Kurven, die sich aus der Visualisierung über die Nächsten-Nachbarn-
Distanzen ergeben, stimmen hingegen sehr gut mit der theoretischen Verteilung überein.
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Abbildung 4.1:
Vergleich unterschiedlicher Visualisierungen an simulierten Lokalisationsdaten. Auf zwei
parallel verlaufenden Geraden mit einem Abstand von 40 nm wurde eine Lokalisaitonsmessung mit
einer Lokalisationsgenauigkeit von 10 nm simuliert. Maßstab: 40 nm. A: theoretisch zu erwartende
Verteilung. B: Darstellung jeder Position durch eine Gauß-Verteilung mit der jeweiligen Lokalisati-
onsgenauigkeit als Standardabweichung. C: Darstellung jeder Position durch eine Gauß-Verteilung
mit dem jeweiligen Abstand zum nächsten benachbarten Punkt als Standardabweichung. D: Dar-
stellung jeder Position durch eine Gauß-Verteilung mit dem jeweiligen mittleren Abstand zu den
nächsten 4 benachbarten Punkten als Standardabweichung. E: Darstellung ebenfalls basierend auf
dem mittleren Abstand zu den nächsten 4 benachbarten Punkten, jedoch sind alle Punkte, die
einem mittleren Abstand zu den nächsten 4 Nachbarn kleiner als der Median aller Abstandsmit-
telwerte aufweisen, mit einer Gauß-Verteilung mit einer Standardabweichung, die dem Median
entspricht gefaltet. F: Projektion entlang der Geraden für die unterschiedlichen Lokalisationsbilder
(A-E). Die Kurven wurden auf ihr Integral normiert. Die gestrichelte graue Kurve spiegelt die theo-
retisch zu erwartenden Verteilung wider, die farbigen Kurven die Verteilungen der verschiedenen
Darstellungsmöglichkeiten.

Abbildung 4.2 zeigt für die unterschiedlichen Methoden zur Visualisierung von Lokalisations-
daten jeweils zwei Beispiele experimenteller Daten von Lokalisationsmessungen an fluoreszenz-
markierten biologischen Strukturen. In den unteren Bildern ist jeweils der mittlere Abstand
zum nächsten benachbarten Molekül deutlich kleiner als die mittlere Lokalisationsgenauig-
keit (d̄NN << σ̄Lok). Vergleicht man das durch die Lokalisationsgenauigkeit visualisierte Bild
(4.2A) mit dem, basierend auf den Abständen zum nächsten benachbarten Molekül (4.2B), so
ist im ersten Fall eine Verringerung der Strukturauflösung im Lokalisationsbild zu beobach-
ten. In den oberen Bildern von Abbildung 4.2 liegt der umgekehrte Sachverhalt vor. In diesem
Beispiel ist der mittlere Abstand zum nächsten benachbarten Molekül deutlich größer als die
mittlere Lokalisationsgenauigkeit (d̄NN >> σ̄Lok). Betrachtet man nun Bereiche der Struktur,
an welchen die lokale Punktdichte sehr gering ist (in den Bildern durch Pfeile markiert), so
stellt man fest, dass in der Darstellung über die Lokalisationsgenauigkeit die einzelnen Mo-
leküle auch hier gut zu sehen sind. Die Gesamtstruktur kann in diesen Bereichen aufgrund
des Abtasttheorems jedoch nur sehr ungenau aus den Datenpunkten rekonstruiert werden.
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Die Strukturauflösung wird folglich in dieser Darstellung nicht korrekt wiedergegeben. Au-
ßerdem wird der Betrachter dazu verleitet, in Bereichen zu geringer Punktdichten Strukturen
zu erkennen, die unterhalb der tatsächlichen Auflösung liegen und somit nur zufällig erzeugte
Muster sind. Verwendet man den Abstand zum nächsten Nachbarn eines jeden Moleküls für
die Visualisierung, so wird die Struktur in Bereichen mit niedriger Punktdichte entsprechend

Abbildung 4.2:
Vergleich unterschiedlicher Visualisierungen von experimentellen Lokalisationsdaten. Die
oberen Bilder zeigen jeweils Lokalisationsaufnahmen von YFP-gefärbten Membranausläufern, die
unteren YFP-markierte Tight Junction-Proteine. Der Maßstab beträgt für alle Bilder 500 nm. Pfeile
kennzeichnen Regionen mit geringer Punktdichte. A: Darstellung jeder Position durch eine Gauß-
Verteilung mit der jeweiligen Lokalisationsgenauigkeit als Standardabweichung. B: Darstellung je-
der Position durch eine Gauß-Verteilung mit dem jeweiligen Abstand zum nächsten benachbarten
Punkt als Standardabweichung. C: Darstellung jeder Position durch eine Gauß-Verteilung mit dem
jeweiligen mittleren Abstand zu den nächsten 4 benachbarten Punkten als Standardabweichung.
D: Darstellung wie in C, jedoch sind alle Punkte mit einem mittleren Abstand zu den nächsten
4 Nachbarn kleiner als der Median aller Abstandsmittelwerte mit einer Gauß-Verteilung mit einer
Standardabweichung, die dem Median entspricht, visualisiert.
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dunkel dargestellt. Dies ermöglicht dem Betrachter direkt die tatsächliche Strukturauflösung,
die durch die Lokalisationsdaten gegeben ist, aus den Bildern abzulesen. Strukturelle Details
im Lokalisationsbild werden so weit verschmiert, wie es die lokale Punktdichte erfordert.

Visualisierung basierend auf dem mittleren Abstand zu den nächsten 4 Nachbarn

Die oben beschriebene Methode zur Visualisierung von Lokalisationsdaten, basierend auf den
Abständen zum nächsten Nachbarn, ist sehr sensitiv gegenüber Punkten, deren Positionen
zufällig nahe beieinander liegen. Im Lokalisationsbild machen sich diese Punktpaare durch
einzelne, sehr hell dargestellte Punkte bemerkbar. Um diesen Effekt zu verringern, wurde
der Algorithmus Orte2NNBild weiterentwickelt, so dass er für die Darstellung den mittle-
ren Abstand zu den nächsten 4 benachbarten Molekülen berücksichtigt. Außerdem wird jeder
Molekülposition vor der Faltung mit der jeweiligen Gauß-Verteilung ein Intensitätswert zuge-
ordnet, welcher der Zahl der detektierten Photonen für dieses Molekül entspricht. Das Prinzip
des Algorithmus Orte2NN4Bild wird im Folgenden kurz dargestellt.

Die nächsten 4 Nachbarn nki mit k = 1, ..., 4 eines Punktes xi sind definiert durch:

0 ≤ d(nji ,xi) ≤ d(n
j+1
i ,xi) j = 1, ..., 3

d(nji ,xi) ≤ d(x,xi) ∀x ∈ X \ {n1
i , ...,n4

i }.

Um das Lokalisationsbild BLM zu erstellen, wird zuerst für jeden Punkt xi der Mittelwert
der Abstände zu den nächsten 4 Nachbarn d̄4NN i berechnet. Das Bild ergibt sich dann aus:

BLM =
N∑
i=1

g(xi, d̄4NN i) ·NPh i.

NPh i ist hierbei die Zahl der detektierten Photonen für das Molekül an der Position xi und
N die Gesamtzahl der detektierten Moleküle.

Auf diese Weise wird ein Lokalisationsbild generiert, in welchem die Helligkeit zum einen
auf der Moleküldichte und zum anderen auf der Intensität der einzelnen Moleküle beruht.
Diese Visualisierung ist anlog zur Darstellung der Intensität in einem konventionellen Weit-
feldfluoreszenzbild.

Beide Methoden, die auf den Nächsten-Nachbarn-Distanzen beruhen, führen zur gleichen
Strukturauflösung im Lokalisationsbild, die mit der theoretisch zu erwartenden übereinstimmt
(s. Abb. 4.1F). Vergleicht man die Abbildungen 4.2B und C miteinander, so erscheinen die
Strukturen in Bild C, das basierend auf dem mittleren Abstand zu den nächsten 4 Nachbarn
der jeweiligen Moleküle erstellt wurde, zusammenhängender und kontrastreicher gegenüber
unspezifischen Signalen im Hintergrund.
In Abbildung 4.2D sind die Molekülpositionen ebenfalls mit einer Gauß-Verteilung gefaltet,
deren Standardabweichung dem mittleren Abstand zu den nächsten 4 Nachbarn entspricht.
In diesem Fall wurden jedoch alle Positionen, die einen kleineren mittleren Abstand zu den
nächsten 4 Nachbarn aufweisen als der Median der Distanzverteilung der Mittelwerte für alle
Positionen, mit einer Gauß-Verteilung gefaltet, deren Standardabweichung dem Median ent-
spricht. Als Grenze wurde der Median gewählt, da dieser näher am Maximum der Distanzver-

35
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teilung liegt und robuster gegenüber Ausreißern ist. Auf diese Weise wird ein Lokalisationsbild
generiert, das bei einer korrekten und verlustfreien Darstellung der Strukturauflösung (s. Abb.
4.1F), noch zusammenhängender und weniger “gepunktet“ wirkt.

4.1.2 Visualisierung über Farbkodierung der lokalen Punktdichte

Eine Möglichkeit, sowohl die Lokalisationsgenauigkeit als auch die lokale Dichte der detek-
tierten Moleküle in einem Bild darzustellen, bietet eine farbliche Kodierung der einzelnen
Positionspunkte. In Abbildung 4.3 ist am Beispiel von GFP-markierten H2B-Proteinen diese
Methode zur Visualisierung von Lokalisationsdaten gezeigt. Hier wurde jede einzelne Position
durch eine Gauß-Verteilung mit einer Standardabweichung, die der jeweiligen Lokalisations-
genauigkeit entspricht, in das Bild eingetragen. Zusätzlich wurde die lokale Dichte in einem
bestimmten Radius um jede Molekülposition bestimmt und dem Bild als Farbkodierung über-
geben. Auf diese Art und Weise kann anschaulich die Punktdichte im Lokalisationsbild illus-
triert werden und beispielsweise zu Vergleichen verschiedener Aufnahmen verwendet werden,
wie in Abbildung 4.3C,D für einen Interphase- und einen Metaphasezellkern.

Die lokale Dichte ist bei dieser Methode abhängig von dem vorgegebenen Radius. Einerseits
bietet dies die Möglichkeit, gezielt Strukturen einer gewissen Größe im Lokalisationsbild her-
vorzuheben (vergl. Abb. 4.3C,E). Andererseits birgt diese Abhängigkeit aber auch das Risiko,
dass bei “falsch“ eingestelltem Radius die eigentlichen Strukturen in der Darstellung unter-
drückt werden oder bei einer zufälligen Verteilung von Punkten der Eindruck einer Struktur
erweckt wird. Eine von Vorgaben unabhängige Möglichkeit der Visualisierung der lokalen
Punktdichte bietet die Methode, die auf den Abständen zu den nächsten benachbarten Mo-
lekülpositionen beruht. Das daraus generierte Bild kann ebenfalls über eine Farbkodierung
mit dem Lokalisationsbild, basierend auf der Lokalisationsgenauigkeit, verknüpft werden. In
Abbildung 4.3F wurde für denselben Datensatz wie für die Bilder in Abbildung 4.3C,E die
lokale Punktdichte über den mittleren Abstand zu den nächsten 4 benachbarten Punkten einer
jeden Molekülposition bestimmt. In diesem Bild sind ähnliche Strukturen wie in Abbildung
4.3C zu erkennen, was darauf hindeutet, dass die Größe der detektierten Strukturen im Be-
reich von 100 nm liegt. Allerdings scheint die Dichte innerhalb eines Bereiches von 100 nm
nicht homogen zu sein, was sich in der Darstellung über die Nächsten-Nachbarn-Distanzen
durch eine lokal erhöhte Dichte bemerkbar macht. Diese Dichteschwankungen unterhalb von
100 nm sind in Abbildung 4.3C nicht erkennbar. Die Strukturauflösung der Dichtedarstellung
ist hier durch die Vorgabe des Radius definiert.

Es wäre auch möglich die lokale Dichte nicht farblich, sondern in Grauwerten darzustellen. Dies
würde eine Verwendung der Methode für Mehr-Farben-Aufnahmen ermöglichen. Da jedoch ge-
rade die Farbkodierung eine anschauliche Visualisierung der Punktdichte ermöglicht, wäre für
Mehr-Farben-Aufnahmen der in Kapitel 4.1.1 vorgestellte Algorithmus zu bevorzugen.
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Abbildung 4.3:
Visualisierung der lokalen Punktdichte über eine Farbkodierung. A: konventionelles Weitfeld-
fluoreszenzbild GFP-markierter H2B-Proteine eines Interphasezellkerns. B: konventionelles Weit-
feldfluoreszenzbild GFP-gefärbter H2B-Proteine eines Metaphasezellkerns. C und D: zugehörige
Lokalisationsbilder zu den Ausschnitten in A und B. Die lokale Punktdichte wurde in einem Ra-
dius von 100 nm um jede Molekülposition bestimmt und farblich kodiert. E: Lokalisationsbild
desselben Datensatzes wie C. Die lokale Dichte wurde hier in einem Radius von 1 μm betrachtet.
F: Bestimmung der lokalen Punktdichte über den mittleren Abstand zu den nächsten 4 Nachbarn
eines jeden detektierten Moleküls. Der Maßstab in allen Bildern beträgt 2 μm.
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4.2 Korrektur des mechanischen Drifts

Eine nicht zu vernachlässigende Fehlerquelle bei der Lokalisationsmikroskopie ist der mecha-
nische Drift des Präparats während der Messung. In einem Zeitraum von 30 s bis 30 min für
eine komplette Aufnahme spielen Effekte wie die thermische Ausdehnung von Komponenten
des Aufbaus oder ein Drift des Verschiebetisches relativ zum Objektiv und der Kamera eine
wichtige Rolle. Schon ein Drift um wenige 10 nm führt zu einem “Verschmieren“ der Struktu-
ren im Lokalisationsbild und kann eine Aufnahme dadurch unbrauchbar machen.
Ein stabiler Aufbau des Mikroskops kann dem vorbeugen. So würde beispielsweise eine feste
Kopplung von Probenhalter, Objektiv und Kamera einer relativen Driftbewegung des Präpa-
rats zum Objektiv vorbeugen. Da dies einige Einschränkungen mit sich bringt und deshalb
bei den meisten Aufbauten für die Lokalisationsmikroskopie eine solche Kopplung nicht vor-
handen ist, wurden im Rahmen dieser Arbeit zwei Methoden entwickelt, die es ermöglichen,
mechanische Drifts während einer Lokalisationsmessung zu korrigieren.

4.2.1 Korrektur anhand von Referenzobjekten

Eine Möglichkeit der Driftkorrektur besteht in der Verwendung von fluoreszenten Referenz-
objekten. Hierzu eignen sich fluoreszierende Mikrosphären (“Beads“), die bei einer Größe von
100 nm genügend klein sind, aber trotzdem ausreichend Fluorophore besitzen, so dass ihre Po-
sition bei hohen Anregungsintensitäten über lange Zeit sehr präzise bestimmt werden kann,
bevor sie ausbleichen. Bei lokalisationsmikroskopischen Messungen an biologischen Objekten
werden diese Beads zugegeben, um in jedem Einzelbild der Aufnahme einige Referenzobjekte
zur Bestimmung des mechanischen Drifts des Präparats zu erhalten. Das Prinzip beruht dar-
auf, dass durch die Positionsbestimmung der Beads genau verfolgt werden kann, wie sich das
Präparat relativ zum Objektiv verschoben hat. Kennt man die Verschiebung, kann diese zur
Korrektur der Daten verwendet werden und jede detektierte Molekülposition entsprechend
korrigiert werden.

Im Rahmen dieser Arbeit wurde ein Algorithmus entwickelt, der anhand von fluoreszieren-
den Beads auf dem Präparat den mechanischen Drift während der Lokalisationsmessung be-
stimmt und die Lokalisationsdaten entsprechend korrigiert. Der Algorithmus zur Bestimmung
des Drifts wurde von Daniel Paech im Rahmen seiner von mir betreuten Diplomarbeit [Paech,
2011] entwickelt. Hierbei werden in jedem Einzelbild des Lokalisationsdatenstapels die Posi-
tionen der darin enthaltenen Beads mithilfe des in Kapitel 3.2.1 beschriebenen Algorithmus
SPDM bestimmt und mit den Positionen aus dem vorangegangenen Bild verglichen. Aus dem
Mittelwert des Versatzes aller Positionen, wird der Versatz des Präparats bestimmt. Eine
Interpolation des Driftverlaufs der Positionen ermöglicht eine Korrektur für die Punkte aus
einem Bild, für das keine Beadposition bestimmt werden konnte. Zusätzlich werden die Da-
ten geglättet, um statistische Schwankungen zu unterdrücken, die beispielsweise durch Beads
verursacht werden können, die nur sporadisch über den Lokalisationsdatenstapel hinweg de-
tektiert wurden. Weitere Details zu diesem Teil des Algorithmus sind in der Diplomarbeit von
Daniel Paech genauer erläutert. Der zweite Teil der Driftkorrektur nutzt die Daten, die aus
den Positionsbestimmungen der Beads gewonnen wurden, um die Positionen der einzelnen
Moleküle entsprechend zu korrigieren.
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Abbildung 4.4:
Analyse des mechanischen Drifts anhand fluoreszenter Beads. A: Drift in x- und y-Richtung
bestimmt anhand von 24 Beads. Die farbigen Kurven stellen die gemittelten Positionsmessungen
der Beads in jedem Einzelbild relativ zu den jeweiligen Positionen der Beads im ersten Bild des
Datenstapels dar. Die graue und schwarze Kurve zeigt das Ergebnis einer Glättung, um statistische
Schwankungen zu unterdrücken. Diese geglätteten Daten wurden zur Korrektur des mechanischen
Drifts von 56 andern Beads derselben Aufnahme verwendet. B zeigt den mittleren Versatz dieser
Beads nach der Korrektur. Die Standardabweichung beider Verteilungen beträgt weniger als 1 nm.

In Abbildung 4.4A ist der mechanische Drift einer Lokalisationsmessung an einem Präpa-
rat mit fluoreszenten Beads gezeigt. Hierfür wurden 100 nm große Beads in Ethanol verdünnt
und durch Antrocken an einem Deckglas angeheftet. Der mechanische Drift in diesem Bei-
spiel entspricht einem typischen Drift, der während der Lokalisationsmessung auftreten kann.
In x-Richtung beträgt der Versatz zwischen erstem und letztem Bild ungefähr 35 nm, in y-
Richtung nur 5 nm. Nach einer Glättung zur Unterdrückung der statistischen Schwankungen
zeigt sich, dass das Driftverhalten in beide Richtungen sehr linear ist. Die Bestimmung des
Drifts wurde anhand von 24 Beads der Aufnahme durchgeführt. Die geglätteten Daten der
Driftanalyse wurden zur Korrektur von 56 anderen Beads derselben Aufnahme verwendet. Ab-
bildung 4.4B zeigt das Ergebnis einer Driftanalyse der korrigierten Lokalisationsdaten. Hier
wird deutlich, dass ein solcher mechanischer Drift sehr genau korrigiert werden kann. Die Stan-
dardabweichung der beiden Positionsverteilungen in Abbildung 4.4B beträgt weniger als 1 nm.

Die Anzahl der benötigten Referenzobjekte zur Korrektur des mechanischen Drifts des Präpa-
rats hängt von dem Driftverhalten und der gewünschten Genauigkeit der Korrektur ab. Ist der
Drift für beide Raumrichtungen sehr linear, so reicht sogar ein Bead im Gesichtsfeld der Mes-
sung für eine Korrektur mit einer Genauigkeit von ca. 10 nm (s. [Paech, 2011]). Für den Fall
eines komplexeren Driftverhaltens zeigen die Analysen von Daniel Paech für eine unterschied-
liche Anzahl von Referenzobjekten, dass weniger als 10 ausreichen, um den mechanischen Drift
des Präparats mit einer Genauigkeit von besser als 2 nm zu korrigieren.

39



4 Entwickelte Algorithmen zur Datenanalyse

4.2.2 Korrektur ohne Referenzobjekte

Die Bestimmung und Korrektur des mechanischen Drifts des Präparats anhand von Referenz-
objekten ist nur dann möglich, wenn diese an den Stellen in dem Präparat platziert werden
können, an denen die Aufnahmen durchgeführt werden sollen. Dies stellt vor allem bei Auf-
nahmen weit innerhalb der Zellen (z.B. im Zellkern) oder solchen, die zwischen verschiedene
Zellen gemacht werden, ein Problem dar.

Um auch bei Präparaten ohne Referenzobjekte den mechanischen Drift während der Mes-
sung korrigieren zu können, wurde im Rahmen dieser Arbeit der Algorithmus findDrift
entwickelt, der den mechanischen Drift durch eine Autokorrelation von Lokalisationsbildern
von Teilmengen des Datenstapels bestimmt.
Dem Algorithmus wird vorgegeben, aus wie vielen Einzelbildern des Rohdatenstapels jeweils
ein Lokalisationsbild erzeugt werden soll, d.h. in wie viele Teile der Datenstapel geteilt werden
soll. Die Teilmenge des Datenstapels, aus dem jeweils ein Lokalisationsbild erzeugt wird, soll-
te groß genug sein, dass die Strukturen eindeutig durch die Molekülpositionen, die in dieser
Teilmenge detektiert wurden, dargestellt werden können. Gleichzeitig müssen aber genügend
Lokalisationsbilder erstellt werden können, um ausreichend Datenpunkte zur Bestimmung des
mechanischen Drifts zu erhalten. Auch die Pixelgröße der Lokalisationsbilder wird dem Al-
gorithmus vorgegeben. Eine kleine Pixelgröße lässt eine genauere Bestimmung des Drifts zu,
benötigt aber auch mehr Rechenaufwand.

Abbildung 4.5:
Bestimmung und Korrektur des mechanischen Drifts ohne Referenzobjekte. A: Bestimmung
des mechanischen Drifts in x- und y-Richtung durch Autokorrelation von Lokalisationsbildern aus
Teilmengen des Rohdatenstapels. Die Kreise stellen die Messdaten des Drifts dar, die Geraden eine
Anpassung einer linearen Funktion. B: Visualisierung des mechanischen Drifts des Präparats durch
eine Farbkodierung, die angibt, zu welchem Zeitpunkt ein Molekül detektiert wurde. C: gleicher
Ausschnitt wie B, jedoch nach der Korrektur des mechanischen Drifts anhand der Daten aus A.

Die Positionen in den Lokalisationsbildern werden mit einer Gauß-Verteilung mit einer Stan-
dardabweichung von 50 nm gefaltet. Dadurch wird im Bild eine zusammenhängende Struktur
erzeugt und statistische Schwankungen der Punktdichte zwischen den Lokalisationsbildern
fallen weniger ins Gewicht. Die Funktion findshift der MATLAB-Toolbox DIPimage wird zur
Bestimmung des Versatzes zweier Lokalisationsbilder verwendet. Dieser Versatz wird jeweils
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zwischen dem Bild aus der ersten Teilmenge des Datensatzes zu allen anderen Bildern er-
mittelt. An die sich daraus ergebenden Datenpunkte wird für x- und y-Richtung jeweils eine
lineare Kurve angepasst die für die Korrektur der Lokalisationsdaten verwendet wird.

In Abbildung 4.5 ist ein Beispiel für die Bestimmung und Korrektur des mechanischen Drifts
anhand von YFP-markierten Claudin-Proteinen gezeigt. Der Drift während der Lokalisations-
messung ist in Abbildung 4.5B durch eine Farbkodierung im Lokalisationsbild visualisiert.
Jedem Molekül im Bild wird eine Farbe zugeordnet, die widerspiegelt, wann es während der
Messung detektiert wurde. Die durch den Drift des Präparats verschobenen Punkte über die
Zeit der Messungen hinweg führen somit zu einer “Regenbogen-Färbung“ der Strukturen im
Lokalisationsbild. Das Ergebnis der Bestimmung des Drifts über den Algorithmus findDrift
ist in Abbildung 4.5A gezeigt. Die Kreise repräsentieren die Daten der Driftbestimmung über
die Autokorrelation der einzelnen Lokalisationsbilder, die Geraden eine Anpassung einer linea-
ren Kurve für x- und y-Richtung. Das Ergebnis der Driftkorrektur ist in Abbildung 4.5C zu
sehen. Die Strukturen sind nun deutlich feiner und die einzelnen Punkte im Bild gleichmäßig
auf den Strukturen verteilt.
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4.3 Analyse von Protein-Clustern

Viele biologische Fragestellungen beinhalten die Untersuchung von Protein-Cluster, da diese
eine bedeutende Rolle bei der jeweiligen Funktionsweise der Proteine spielen. Die Lokalisa-
tionsmikroskopie eignet sich in besonderer Weise zur Analyse solcher Komplexe. Einerseits
bietet sie eine sehr hohe Strukturauflösung, um mehr über die Morphologie zu erfahren, ande-
rerseits stellt sie Informationen über die einzelnen Moleküle, die in den Strukturen detektiert
wurden zur Verfügung, die für weitere statistische Analysen genutzt werden können. Die Kom-
bination aus hoher Strukturauflösung und Analysen auf dem Einzelmolekülniveau ermöglicht
eine sehr präzise Charakterisierung der Protein-Cluster.
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden die Algorithmen clusters_v3 und autoclusters
entwickelt. Der Algorithmus autoclusters liest automatisiert eine komplette Messreihe von
Lokalisationsdaten ein und verwendet den Algorithmus clusters_v3, um Signal-Cluster in
den Bildern ausfindig zu machen und sie zu charakterisieren. Für eine einfache und übersicht-
liche Handhabung existiert eine graphische Benutzeroberfläche und die wichtigsten Ergebnisse
der Analysen werden automatisch in unterschiedlichen Diagrammen dargestellt.
Für Untersuchungen von sehr kleinen Clustern, die nur anhand von geringen Abweichungen
der Distanzverteilung der Molekülpositionen im Lokalisationsbild von einer zufälligen Punkt-
verteilung verifiziert werden können, wurde der Algorithmus autoDistAna entwickelt. Dieser
ermöglicht einen Vergleich mit simulierten Daten für eine vorgegebene Cluster-Größe bei einer
bestimmten Detektionseffizienz des Systems.

4.3.1 Identifikation von Clustern im Lokalisationsbild

Die erste Stufe des Algorithmus clusters_v3 besteht aus der Identifikation der Cluster im
Lokalisationsbild. Über die Bestimmung der lokalen Dichte im Bild und das Anlegen eines
Schwellwertes ist es möglich, die einzelnen Punkte zu klassifizieren.
Zur Bestimmung der lokalen Punktdichte werden zwei unterschiedliche Verfahren herange-
zogen, die sich gegenseitig ergänzen, bzw. kontrollieren sollen. Das erste basiert auf dem
Nachbarlabel-Algorithmus, bei dem in einem vorgegebenen Radius um jeden Punkt die An-
zahl benachbarter Punkte ermittelt werden. Diese Methode ist sehr intuitiv, jedoch ist das
Ergebnis abhängig von dem vorgegebenen Radius. Deshalb wurde eine zweite Methode imple-
mentiert, die auf dem Abstand zum nächsten benachbarten Molekül beruht. In diesem Fall
wird kein Parameter benötigt, der vorgegeben werden muss und das Ergebnis ist somit alleine
durch die Lokalisationsdaten bestimmt (s. hierzu auch Kapitel 4.1.2).

Cluster-Identifikation basierend auf der Anzahl der Nachbarn innerhalb eines bestimmten
Radius

Mit dem Algorithmus Nachbarlabel wird, wie in Kapitel 3.3.1 beschrieben, ein Bild erzeugt,
in dem ein Pixel einer Molekülposition entspricht und der Wert des Pixels pi angibt, wie viele
Punkte innerhalb eines vorgegebenen Radius um diese Position liegen. Die Klassifizierung der
Punkte erfolgt über einen Schwellwert pth , der eine Mindestzahl von benachbarten Punkten
vorgibt. Ein Punkt pi wird als zugehörig zu einem Cluster definiert, wenn gilt: pi > pth . Auf
diese Weise wird ein Cluster nicht nur anhand der lokalen Dichte identifiziert, es kann zusätz-
lich eine Mindestanzahl von Punkten für einen Cluster festgelegt werden. Wie in Kapitel 4.1.2
beschrieben werden jedoch Strukturen der Größe des vorgegebenen Radius hervorgehoben.
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Abbildung 4.6:
Algorithmus zur Cluster-Identifikation. A: Lokalisationsbild von Alexa594-markierten Splicing-
Faktoren auf Lampenbürstenchromosomen. B zeigt das Ergebnis des im Text beschriebenen Algo-
rithmus zur Cluster-Identifikation für einen Radius von 30 nm um jedes detektierte Molekül und
einem Schwellwert von 3 Nachbarn innerhalb dieses Radius. Die einzelnen Molekülpositionen sind
durch schwarze Punkte dargestellt, die durch den Algorithmus gefundenen Cluster sind orange
markiert.

Cluster-Identifikation basierend auf dem Abstand zum nächsten Nachbarn

Eine andere Möglichkeit zur Identifikation von Clustern nutzt die in Kapitel 4.1.1 beschrie-
bene Methode zur Bestimmung der lokalen Dichte über den Abstand zum nächsten Nach-
barn. Dazu wird dieser für jeden Punkt pi bestimmt und in eine lokale Dichte umgerechnet:
Di = 1/dNN

2
i . Um die Lokalisationsgenauigkeit zu berücksichtigen und zufällig entstandene

Punktepaare weniger zu gewichten, werden alle Punkte normalverteilt um ihre ursprüngliche
Position entsprechend ihrer Lokalisationsgenauigkeit neu angeordnet. Danach wird wieder der
Abstand zum nächsten Nachbarn eines jeden Moleküls bestimmt und daraus die lokale Dichte
berechnet. Dieser Vorgang wird viele Male wiederholt und am Ende über alle erhaltenen Daten
gemittelt. Ein Punkt wird als zu einem Cluster zugehörig definiert, wenn an seiner Position
die lokale Dichte Di größer ist als ein vorgegebener Schwellwert Dth .
Im Gegensatz zu der oben beschriebenen Methode, die es zusätzlich ermöglicht eine Mindest-
anzahl von Punkten für einen Cluster festzulegen, kann hier nur die minimale Punktdichte
vorgegeben werden.

Vereinigt man beide Methoden zur Cluster-Identifikation, so können mithilfe der ersten ge-
naue Vorgaben gemacht werden, was als Cluster definiert werden soll. Die zweite Methode
ermöglicht eine Kontrolle der ersten hinsichtlich der gefundenen Strukturen und der Wahl der
Parameter.
Nachdem die Klassifizierung der Punkte erfolgt ist, werden die Punkte innerhalb eines Clus-
ters durch eine morphologische Schließung zu einem zusammenhängenden Objekt geformt.
Diese “Maske“ erlaubt nun die einzelnen Cluster individuell zu analysieren und charakteristi-
sche Parameter, wie Größe und Morphologie, aber auch die Anzahl der sich darin befindlichen
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Punkte und bei größeren Clustern sogar die Verteilung der Punkte innerhalb der Cluster, zu
bestimmen.
Abbildung 4.6 zeigt anhand eines Beispiels das Ergebnis des oben beschriebenen Algorith-
mus zur Identifikation von Clustern in einem Lokalisationsbild. Die Aufnahme wurde an mit
Alexa594-markierten Splicing-Faktoren auf Lampenbürstenchromosomen durchgeführt, wel-
che sich “klumpenförmig“ um den DNA-Strang anordnen. Das Lokalisationsbild in Abbildung
4.6A wurde mit dem in Kapitel 4.1.1 beschriebenen Algorithmus Orte2NN4Bild erstellt. Die
Helligkeitsinformation im Bild spiegelt somit die lokale Punktdichte wider. Vergleicht man es
mit dem Ergebnis des Algorithmus zur Cluster-Identifikation (Abb. 4.6B), so erkennt man
deutlich, dass an den Stellen hoher lokaler Punktdichte (bei geeigneter Parameterwahl) die
Protein-Cluster eindeutig identifiziert werden.

4.3.2 Analyse der einzelnen Cluster im Lokalisationsbild und Automatisierung für
viele Datensätze

Für die weitere Analyse der Cluster verwendet der Algorithmus clusters_v3 die Funktion
dip_measure aus der MATLAB-Toolbox DIPimage. Diese ermöglicht die Bestimmung der Po-
sition eines Clusters, dessen Fläche, die längste Achse und die Länge der dazu senkrechten
Achse sowie, mit der Information über die einzelnen Molekülpositionen im Lokalisationsbild,
die Anzahl von detektierten Signalen in einem Cluster.

Abbildung 4.7:
Grafische Benutzeroberfläche
zur Cluster-Analyse. Alle Pa-
rameter, die zur Cluster-Analyse
benötigt werden, können über die-
se Oberfläche eingestellt werden.
Auf der rechten Seite wird das
Verzeichnis und der Dateiname
der auszuwertenden Daten einge-
geben. Darunter befindet sich eine
Statusanzeige, die dem Benutzer
mitteilt, welche Datei gerade aus-
gewertet wird und, ob Probleme
bei einer Auswertung aufgetreten
sind.

Für einen Vergleich der Ergebnisse aus den Lokalisationsdaten mit einer zufälligen Vertei-
lung von Punkten wird ein Datensatz mit der gleichen Anzahl von Punkten und einer mitt-
leren Dichte, die den tatsächlichen Daten entspricht, generiert. Auf dieser simulierten Zu-
fallsverteilung von Punkten wird derselbe Algorithmus mit den gleichen Parametern wie für
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die Daten aus den Lokalisationsmessungen angewandt und ebenfalls die oben beschriebenen
Größen bestimmt. Auf diese Weise kann einerseits die Güte der Paramterwahl für die Cluster-
Identifikation überprüft werden, indem man das Verhältnis der gefundenen Cluster in den
Lokalisationsdaten zu denen in der zufälligen Verteilung von Punkten betrachtet. Anderer-
seits bietet die simulierte Punktverteilung die Möglichkeit, direkte Unterschiede der Daten
einer Lokalisationsmessung zu einer homogenen Zufallsverteilung zu zeigen.
Zusätzlich zu der Cluster-Analyse werden unterschiedliche Distanzanalysen an den Lokalisa-
tionsdaten durchgeführt. Die in Kapitel 3.3.2 beschriebenen Algorithmen SPDMDistanzen und
NNOrte werden zur Bestimmung aller Distanzen, die im Lokalisationsbild vorkommen sowie
der Nächsten-Nachbarn-Distanzen, verwendet. Dies geschieht sowohl für die Punkte des ge-
samten Datensatzes als auch getrennt für diejenigen Punkte, die innerhalb von Clustern liegen
bzw. nur die, die sich außerhalb der Cluster befinden. Die Analyse der Verteilung der Signale
im Bild kann dadurch getrennt für Strukturen und einzelne Signale erfolgen.

Statistische Analysen erfordern eine genügend große Datenmenge, um signifikante Aussagen
machen zu können. Aus diesem Grund wurde eine Automatisierung (autoclusters) für den
Algorithmus clusters_v3 entwickelt, die es ermöglicht, eine komplette Messreihe von Loka-
lisationsdaten zu verarbeiten. In Abbildung 4.7 ist die grafische Benutzeroberfläche gezeigt.
Hier können alle Parameter für die Cluster-Analyse dem Algorithmus übergeben werden. Auch
das Auswählen des Verzeichnisses und der Dateinamen der auszuwertenden Lokalisationsda-
tensätze erfolgt über diese Oberfläche. Während die Auswertung läuft, wird dem Benutzer
mitgeteilt, ob bei einem Datensatz ein Problem aufgetreten ist. Der entsprechende Datensatz
fließt dann nicht in das Gesamtergebnis mit ein.
Nachdem alle angegebenen Datensätze ausgewertet wurden, werden die Ergebnisse der Aus-
wertungen und die Eingabeparamter des Algorithmus zur Cluster-Identifikation automatisch
gespeichert. Die wichtigsten Ergebnisse der Analysen werden grafisch dargestellt. Abbildun-
gen 4.8 und 4.9 zeigen die Ausgabefenster des Algorithmus. Es wird sowohl ein Histogramm
über die Größe der Cluster in Form des Durchmessers als auch der Anzahl von enthaltenen
Punkten dargestellt. Auch die Punktdichte innerhalb der Cluster und der Abstand zum nächs-
ten benachbarten Cluster sind entsprechend abgebildet. Die Distanzanalysen für alle Punkte,
die in den Lokalisationsaufnahmen enthalten sind und diejenigen, die getrennt für Punkte
innerhalb und außerhalb der Cluster durchgeführt wurden, werden ebenfalls automatisch in
Histogrammen veranschaulicht (Abb. 4.8). Hier wird auch der prozentuale Anteil der Punkte,
die sich innerhalb der vom Algorithmus identifizierten Cluster befinden, bestimmt. In allen
Diagrammen ist auch der direkte Vergleich zu den simulierten homogenen Zufallsverteilungen
von Punkten zu finden.

45



4 Entwickelte Algorithmen zur Datenanalyse

Abbildung 4.8:
Ausgabefenster 1 und 2 der Cluster-Analyse. Links sind Histogramme über alle Distanzen,
die in den Lokalisationsbildern vorhanden sind, gezeigt. Auch die Distanzen der zufällig verteilten
Punkte sind zum Vergleich dazu aufgetragen. Die Histogramme auf der rechten Seite zeigen die
Nächsten-Nachbarn-Distanzen der Lokalisationsdaten und der simulierten Zufallsverteilung. Die
mittleren Histogramme stellen die gleichen Analysen dar, wie die oberen, jedoch nur für Signale,
die innerhalb der Cluster detektiert wurden. In den Histogrammen der unteren Reihe sind nur
Distanzen von Molekülen außerhalb der Cluster eingetragen. Alle Histogramme sind auf die jeweilige
Gesamtzahl der Distanzen normiert.
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Abbildung 4.9:
Ausgabefenster 3 der Cluster-Analyse. In der oberen Reihe ist die Cluster-Größe in Form der
Punkte innerhalb eines Clusters (links) und als Durchmesser der Cluster (rechts) in Histogram-
men aufgetragen. Links unten ist die Punktdichte innerhalb jedes Clusters dargestellt. Das rechte
Histogramm in der unteren Reihe zeigt die Abstände zwischen den einzelnen Clustern. In allen
Diagrammen sind auch die Ergebnisse der Analysen für die simulierte Zufallsverteilung eingetragen
(hellblau). Diese sind, wie die Ergebnisse der Mikroskopiedaten, auf die Gesamtzahl der Cluster in
den Lokalisationsdaten normiert. Werden keine oder nur sehr wenige Cluster in den Zufallsdaten
identifiziert, so ist deren Verteilung in den Histogramme entsprechend schwach zu erkennen.
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4.3.3 Analyse von sehr kleinen Clustern

Im Folgenden wird der Algorithmus autoDistAna vorgestellt, der zur Untersuchung von sehr
kleinen Clustern entwickelt wurde. Hierbei handelt es sich um Clustern, die nur aufgrund von
geringen Unterschieden in der Verteilung der Distanzen zwischen den einzelnen Molekülposi-
tionen und der Distanzverteilung von zufällig angeordneten Punkten nachweisbar sind. Dieser
Algorithmus ermöglicht einen Vergleich zu simulierten Daten von Clustern einer bestimmten
Größe. Hierbei wird die Gesamtdetektionseffizienz des Systems (Markierungseffizienz der zu
untersuchenden Proteine und Detektionseffizienz des Mikroskopiesystems) sowie dessen Loka-
lisationsgenauigkeit berücksichtigt. Wie beim Algorithmus autoclusters kann auch hier eine
komplette Messreihe von Lokalisationsdaten automatisch eingelesen werden.

Vergleich der Distanzverteilung der Lokalisationsdaten mit der einer entsprechenden
Zufallsverteilung von Punkten und simulierten Clustern

Im ersten Schritt des Algorithmus autoDistAna werden die Distanzen zwischen den einzelnen
Molekülpositionen sowie die Abstände zu dem nächsten benachbarten Molekül in den Loka-
lisationsbildern bestimmt. Für einen Vergleich mit einer zufälligen Anordnung von Signalen
wird eine Punktverteilung simuliert, wobei die mittlere Punktdichte sowie die Gesamtzahl der
Punkte den Lokalisationsdaten der jeweiligen Messung entspricht. Außerdem wird zu jedem
Datensatz eine simulierte Verteilung von Signal-Clustern mit einer vorgebenden Größe für ei-
ne bestimmte Detektionseffizienz erzeugt. Für alle Simulationsdatensätze werden die gleichen
Distanzanalysen wie für die Messdaten durchgeführt. Die Verteilung der Distanzen wird mit
der Verteilung der Distanzen in den Messdaten verglichen. Dies erfolgt über die Varianz der
Differenz der kumulativen Distanzverteilungen der beiden Datensätze.
Im Folgenden werden die einzelnen Schritte des Algorithmus und die resultierenden Ergebnisse
beispielhaft an Lokalisationsmessungen von CD95-Proteinen1 in HeLa-Zellen, die über Fab-
Fragmente mit Alexa488 markiert wurden2, gezeigt. Da die biologische Hypothese im Falle
der Existenz von CD95-Clustern von Akkumulationen bestehend aus drei oder sechs Proteinen
ausgeht, wurden die Parameter des Algorithmus im Folgenden dementsprechend gewählt.
Im zweiten Schritt des Algorithmus wird für die simulierten Cluster der Wert für die Detek-
tionseffizienz um 0,5% erhöht. Für die neu generierten Daten wird wiederum eine Distanzana-
lyse durchgeführt und die Varianz der Differenz zu der Verteilung der Messdaten bestimmt.
Ist die Varianz kleiner als für die simulierten Daten mit den vorgegebenen Parametern, so
wird im nächsten Schritt der Wert für die Detektionseffizienz für die Simulationen weiter er-
höht. Ist die Varianz größer als zuvor, wir der Wert für die Detektionseffizienz so lange um
0,5% verringert, bis auch in dieser Richtung das Minimum der Varianz gefunden wurde. Um
dieses Minimum noch genauer zu bestimmen, wird nochmals die gleiche Prozedur für Schritte
von 0,1% durchlaufen. Auf diese iterative Weise wird der Wert für die Detektionseffizienz be-
stimmt, bei dem die Distanzverteilung der simulierten Daten für eine feste Cluster-Größe am
besten mit der Verteilung der Messdaten übereinstimmt.
Der Algorithmus autoDistAna ermöglicht außerdem ein mehrfaches Durchlaufen der Prozedur
zur Bestimmung der Detektionseffizienz für eine vorgegebene Cluster-Größe für unterschiedli-
che Startparameter. Hierfür wird der Startwert für die Detektionseffizienz jeweils leicht vari-

1Membranprotein, das eine entscheidende Rolle bei der Apoptose der Zelle und der Therapie von Krebs
spielt [Trauth et al., 1989]

2Probenpräparation: Dr. Nicolai Fricker, Dr. Olga Shatnyeva, Deutsches Krebsforschungszentrum (DKFZ)
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iert, um so ein gemitteltes Ergebnis zu erhalten, das möglichst unabhängig von der Wahl des
Startparameters ist.

Für die Analyse von sehr kleinen Signal-Clustern in Lokalisationsbildern bietet der Algorith-
mus autoDistAna die Möglichkeit einer genaueren Charakterisierung durch einen Vergleich
mit simulierten Daten. Durch Variation von Cluster-Größe und Detektionseffizienz für die Si-
mulationen können mithilfe des hier beschriebenen Algorithmus die Werte bestimmt werden,
für die eine bestmögliche Übereinstimmung der Distanzverteilung mit den Messdaten vorliegt.
Bei bekannter Cluster-Größe kann die Gesamtdetektionseffizenz des Systems bestimmt wer-
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Abbildung 4.10:
Vergleich der Distanzverteilungen. A: Verteilung aller Distanzen bis 250 nm der Molekülpositio-
nen in den Lokalisationsdaten (blau) und die der entsprechenden simulierten Zufallsverteilung von
Punkten (türkis). B: Vergleich der Distanzverteilungen für die Abstände zum nächsten benachbar-
ten Punkt. C: Vergleich der Distanzverteilung mit den simulierten Clustern für eine Größe von 3
(grün) bzw. 6 Punkten (gelb). Die vom Algorithmus autoDistAna ermittelten Werte für die ge-
samte Detektionseffizienz des Systems ergaben 7,5% für den Fall der 3er-Cluster und 4,6% für die
6er-Cluster. D: Analyse der Nächsten-Nachbarn-Distanzen für die simulierten Cluster-Verteilungen.
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den. Umgekehrt ist es möglich die Größe der Cluster genauer zu bestimmen.
In Abbildung 4.10 sind die Ergebnisse des Algorithmus autoDistAna beispielhaft für die oben
beschriebenen Lokalisationsmessungen an den CD95-Proteinen gezeigt. Betrachtet man die
Verteilung der Distanzen im Vergleich zu einer Zufallsverteilung von Punkten mit der gleichen
mittleren Punktdichte, so fällt eine leichte Erhöhung der relativen Anzahl von kleinen Distan-
zen in den Lokalisationsdaten gegenüber den simulierten Zufallsdaten auf (s. Abb. 4.10A).
Dies kann ein Indiz für sehr kleine Cluster in den Lokalisationsbildern sein. Auch bei der
Analyse der Abstände zur nächsten benachbarten Molekülposition (s. Abb. 4.10B) ist eine
Verschiebung der Distanzverteilung bei den Messdaten gegenüber den Zufallsdaten zu kleine-
ren Werten hin zu erkennen. In Abbildung 4.10C,D sind die gleichen Distanzanalysen für die
simulierten Cluster für eine Cluster-Größe von 3 bzw. 6 Punkten und den vom Algorithmus
autoDistAna ermittelten Wert für die gesamte Detektionseffizienz des Systems aufgetragen.
Hier ist zu erkennen, dass deren Distanzverteilungen besser mit der Verteilung der Messdaten
übereinstimmen als die Distanzverteilung der zufällig verteilten Punkte. Aus den Diagrammen
ist zu entnehmen, dass das Ergebnis der Cluster bestehend aus 3 Punkten bei einer Detektions-
effizienz von 7,5% etwas besser mit der Distanzverteilung der gemessenen Daten überstimmt
als es bei den 6er-Clustern der Fall ist.

50



4.4 Analyse von Maschenstrukturen

4.4 Analyse von Maschenstrukturen

Für die Analyse von maschenartigen Strukturen in Lokalisationsdaten wurde der Algorith-
mus maschenana entwickelt, der den Umfang der Maschen, das Verhältnis von längster und
dazu senkrechter Achse, die Punktdichte auf den zugehörigen Strängen sowie die Punktdichte
im Inneren der Maschen bestimmt. Jede Masche, die ausgewertet werden soll, muss manuell
markiert werden. Der Algorithmus führt dann die Analysen automatisch für alle ausgewählten
Maschen durch. Eine Abfrage nach der Auswertung jeder Masche ermöglicht dem Benutzer
eine Einteilung in verschiedene Gruppen entsprechend des Erfolgs der Strukturerkennung. Der
Algorithmus ist konzipiert für die Analyse einer großen Zahl von Maschen in einem Lokalisa-
tionsbild. Dessen Aufbau und Ablauf werden im Folgenden erklärt.

4.4.1 Vorauswahl des Bereichs zur Markierung und Auswertung einer Teilmenge
von Maschen

Dem Algorithmus maschenana werden zwei Lokalisationsbilder, die mit einer sehr kleinen
Pixelgröße (typischer Weise 2 nm) erstellt wurden, übergeben. Das eine sollte mit dem in
Kapitel 4.1.1 beschriebenen Algorithmus Orte2NN4Bild erstellt werden, um die vorhandenen
Strukturen im Bild bestmöglich wiederzugeben. Das andere, das die Positionen der detektier-
ten Moleküle enthält, wird mit dem in Kapitel 3.3.1 vorgestellten Algorithmus Orte2Bild
erstellt. Um die Auswertung übersichtlich und benutzerfreundlich zu gestalten, erfolgt die
Auswertung der einzelnen Maschen nicht auf dem gesamten Datensatz, sondern dem Algo-
rithmus wird ein weiteres Bild übergeben, das ebenfalls mit Orte2NN4Bild, jedoch mit einer
deutlich größeren Pixelgröße (typischer Weise 20 nm) generiert wurde. Dieses wird verwendet,
um einen Überblick über den gesamten Bereich der Aufnahme zu erhalten. Anhand dieses
Bildes kann eine Region ausgewählt werden, in der nun ein Teil der gesamten Maschen für
die folgende Auswertung markiert werden kann. Dazu wird vom Algorithmus die Position und
Größe dieser Region in die Koordinaten des Bildes mit der geringeren Pixelgröße übersetzt und
dort entnommen. Das Ergebnis ist ein Bild, das einen Ausschnitt des Gesamtbildes mit einer
geringeren Pixelgröße darstellt, die es erlaubt auch sehr kleine Strukturen im Lokalisations-
bild zu erkennen. Da nur ein kleiner Bruchteil des Lokalisationsdatensatzes für die Analyse
der einzelnen Maschen verarbeitet werden muss, wird zudem auch die Rechenzeit, die für die
einzelnen Analysen benötigt wird, verkürzt. Nachdem die Maschen in einer dieser Regionen
ausgewertet wurden, erscheint erneut das Übersichtsbild. Hier sind nun die Maschen markiert,
die im vorherigen Schritt analysiert wurden und es kann eine neue Region gewählt werden,
um die nächste Untermenge von Maschen für den Algorithmus auszuwählen.

4.4.2 Analyse der Größe und Punktdichte einzelner Maschen

Die Auswahl der Maschen, die untersucht werden sollen, erfolgt über das Anklicken per Maus
der entsprechenden Strukturen im Bild. Die Auswertung der einzelnen Maschen wird sequen-
ziell in verschiedenen Schritten durchgeführt.

Bestimmung der radialen Intensitätsverteilung zur groben Abschätzung der
Maschengröße

Im ersten Schritt wird ausgehend von der Position r0, die vom Benutzer für die jeweilige Ma-
sche vorgegeben wird, die radiale Intensitätsverteilung im Lokalisationsbild bestimmt. Hierfür
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Abbildung 4.11:
Übersichtsbild zur Auswahl eines Bereiches im Gesamtbild zur Maschenanalyse. Die roten
Punkte markieren Maschen, die durch vorangegangene Messungen schon ausgewertet wurden. Das
weiße Rechteck zeigt den Bereich, der für die einzelnen Analysen ausgewählt werden kann. Das
weiße Kreuz markiert die Masche, die beispielhaft in Abbildung 4.12 analysiert wurde.

werden Ringe mit r0 als Mittelpunkt und einer Dicke von ∆r verwendet. Ein Ring mit ei-
nem Radius ri enthält somit alle Pixel mit einem Abstand von r0 zwischen ri − ∆r/2 und
ri+ ∆r/2. Die Intensität I(ri) eines Rings ergibt sich aus der Summe über die Intensität aller
Pixel innerhalb des Rings und wird auf die Anzahl der Pixel im Ring normiert. Führt man
dies Ring für Ring durch, erhält man die radiale Intensitätsverteilung um den Ausgangspunkt
r0.
Nachdem das Ergebnis geglättet wurde, um lokale und statistische Schwankungen zu unter-
drücken, wird die Position des ersten Maximums der Verteilung über den ersten Nulldurchgang
der ersten Ableitung bestimmt. Die Position des Maximums spiegelt den mittleren Radius rrad
der Masche wider. Die Genauigkeit der Größenbestimmung hängt hierbei einerseits von der
Abweichung der Masche von einer Kreisform ab, andererseits von der Genauigkeit, mit der
der Benutzer die Position für den Ursprungspunkt der radialen Intensitätsverteilung in das
Zentrum der Masche setzt.

Bestimmung des genauen Umfangs einer Masche durch Verwendung eines Kantenfilters

Um den Umfang einer Masche genauer zu bestimmen, wird um den vom Benutzer gewählten
Ausgangspunkt r0 eine quadratische Region gewählt. Die Kantenlänge dieser Region entspricht
dreimal dem Radius rrad, der aus der Analyse der radialen Intensitätsverteilung hervorgeht.
Über ein Schwellwertverfahren kombiniert mit einem Kantenfilter kann hierdurch die Form
der Masche sehr detailliert nachverfolgt werden. Für die Kantendetektion wird ein Canny-
Edge-Filter verwendet. Dieser faltet das Bild zuerst mit einer Gauß-Verteilung, um Rauschen
zu unterdrücken. Es wurde eine Standardabweichung von 5 Pixel gewählt, um so Strukturen,
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die unterhalb der Strukturauflösung des Bildes liegen, zu unterdrücken. Die Kantendetektion
erfolgt beim Canny-Edge-Filter über Sobeloperatoren in x- und y-Richtung:

Sx =
1
8

−1 0 1
−2 0 2
−1 0 1

, Sy =
1
8

−1 −2 −1
0 0 0
1 2 1

.

Bedingt durch das Schwellwertverfahren ergibt sich eine systematische Unterschätzung der
Ausdehnung der Masche. Um diesen Effekt zu kompensieren, werden die Abstände der einzel-
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Abbildung 4.12:
Verschiedene Schritte der Maschenanalyse. Im Diagramm links oben ist die radiale Intensitäts-
verteilung für die Masche in den Lokalisationsbildern auf der linken Seite gezeigt. Das blaue Kreuz
im Bild markiert den Ausgangspunkt, der vom Benutzer gewählt wurde. Im Diagramm links un-
ten ist die erste Ableitung der radialen Intensitätsverteilung aufgetragen. Der erste Nulldurchgang
markiert die Position des ersten Maximums. Im Lokalisationsbild ist die lokale Dichte in Grau-
stufen dargestellt, die einzelnen Molekülpositionen als rote Punkte. Die gelben Pfeile im oberen
Bild markieren beispielhaft für einige Punkte den Unterschied zwischen der tatsächlichen Form der
Masche und der roten Kurve, die sich aus der Anwendung des Kantenfilters ergibt. Im Diagramm
rechts oben ist die Verteilung der Distanzen der Molekülpositionen zu der von der Kantendetektion
generierten Kurve dargestellt. Die häufigste Distanz wird aus dem ersten Nulldurchgang der ersten
Ableitung der Verteilung (s. Diagramm rechts unten) bestimmt und damit die Form der Kurve
korrigiert. Das Ergebnis ist in dem Bild links unten gezeigt. Hier markieren die roten Punkte die
Positionen der Moleküle, die sich auf den Strängen dieser Masche befinden. Aus [Kaufmann et al.,
2011c].
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nen Punkte auf der Masche zu dem Verlauf der aus dem Kantenfilter hervorgegangenen Kurve
bestimmt. Die Verteilung der Distanzen wird geglättet, um lokale und statistische Schwan-
kungen zu minimieren und die Position des Maximums bestimmt. Unter der Annahme einer
kreisförmigen Struktur wird der mittlere Radius aus dem Umfang der Masche berechnet. Mit-
hilfe des Abstandes zu den Punkten auf der Struktur wird der Faktor bestimmt, um welchen
die Form des Kantenfilters gestreckt werden muss, um der tatsächlichen Form der Struktur zu
entsprechen. Dadurch erhält man eine Kurve, die der Morphologie der Masche im Lokalisa-
tionsbild folgt und eine genaue Bestimmung des Umfangs der Masche ermöglicht. Der Fehler
ist nun hauptsächlich von der Strukturauflösung der Lokalisationsaufnahme abhängig. Der
Algorithmus bestimmt außerdem das Verhältnis der kürzesten Achse der Masche zu der dazu
senkrechten maximalen Achse (Feret-Durchmesser).

Bestimmung der Punktdichte auf und innerhalb einer Masche

Im dritten Schritt der Maschenauswertung wird mithilfe der Kurve aus dem zweiten Schritt,
welche die Form der Masche wiedergibt, und dem Positionsbild die mittlere Punktdichte auf
der Masche bestimmt. Hierfür wird zuerst die Kurve, welche die Form angibt, mit einem
Kreis, dessen Durchmesser der Dicke des Strangs der Masche entspricht, gefaltet. Für eine ho-
he Punktdichte ist die Ausdehnung des Strangs durch die Lokalisationsgenauigkeit bestimmt.
Deshalb wird als Radius für den Kreis die zweifache mittlere Lokalisationsgenauigkeit verwen-
det. Aus der Faltung wird eine binäre Maske erstellt, um die Anzahl der Punkte im Positi-
onsbild zu ermitteln, die innerhalb dieser Maske und somit auf der entsprechenden Masche
liegen.
Auf ähnliche Weise wird die Punktdichte innerhalb der Masche bestimmt. Die Kurve, wel-
che die Kontur der Masche beschreibt, wird mit einer größeren Maske als zuvor gefaltet, um
alle Punkte, die auf dem Strang der Masche liegen, auszuschließen. Nun wird, analog zur
Punktdichte auf der Masche, die Punktdichte innerhalb der Masche bestimmt.

Manuelle Überprüfung der Güte der einzelnen Maschenanalyse

Im letzte Schritt der Analyse einer Masche kann der Benutzer beurteilen, wie erfolgreich der
Algorithmus diese durchgeführt hat. Dadurch können die Ergebnisse in drei Gruppen einge-
teilt werden:

• Gruppe 1: Die Strukturerkennung mithilfe des Kantenfilters war erfolgreich ⇒ der
Umfang, das Verhältnis von längster Achse zu der dazu senkrechten Achse und die
mittlere Punktdichte können in das Gesamtergebnis übernommen werden.

• Gruppe 2: Die Strukturerkennung mithilfe des Kantenfilters war nicht erfolgreich, die
Maschengröße konnte jedoch durch die radiale Intensitätsverteilung bestimmt werden
⇒ nur der Umfang der Masche, der sich aus der radialen Intensitätsverteilung ergibt,
wird in das Gesamtergebnis übernommen.

• Gruppe 3: Weder die Bestimmung der Maschengröße durch den Kantenfilter noch durch
die radiale Intensitätsverteilung war erfolgreich⇒ nichts aus der Analyse dieser Masche
wird in das Gesamtergebnis übernommen.
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4.5 Distanzanalyse von Proteinen entlang einer definierten Struktur

Um die Abstände von einzelnen Molekülen und Protein-Clustern zu und entlang einer be-
stimmten Struktur zu bestimmen, wurde im Rahmen der vorliegenden Arbeit der Algorithmus
CELFana entwickelt. Dieser ermöglicht nicht nur eine Analyse der Distanzen zweier verschiede-
ner Proteintypen zueinander, sondern auch die Abhängigkeit der Abstände im Bezug auf die
relative Position entlang einer Struktur, welche durch eine der beiden Proteinsorten definiert
ist.

4.5.1 Funktionsweise des Algorithmus CELFana

Dem Algorithmus CELFana werden die beiden Positionstabellen der Lokalisationsmessungen
übergeben, welche die jeweiligen Positionsinformationen der beiden Proteintypen enthalten.
Außerdem muss von dem Benutzer eine Pixelgröße gewählt werden, da die Festlegung des
Polygonzuges, entlang dessen die Abstände bestimmt werden, manuell anhand eines Loka-
lisationsbildes erfolgt. Der Benutzer kann wählen, ob die Distanzanalyse basierend auf den
Positionen der einzelnen detektierten Moleküle oder auf den Positionen von Protein-Clustern
durchgeführt werden soll.
Die weitere Funktionsweise des Algorithmus CELFana wird beispielhaft anhand von Lokali-
sationsmessungen an Lampenbürstenchromosomen, bei welchen die RNA-Polymerase II mit
Alexa488 und Splicing-Faktoren CELF1 mit Alexa594 markiert waren (s. Abb. 4.13A). Die
RNA-Polymerase II ist hierbei um den DNA-Strang angeordnet und stellt die Struktur dar,
zu welcher die Distanzen der CELF1-Moleküle in Abhängigkeit ihrer Position entlang der
Struktur bestimmt werden sollen.

Festlegen eines Polygonzuges entlang dessen die Distanzanalyse durchgeführt werden soll

Im ersten Schritt des Algorithmus CELFana wird der Polygonzug festgelegt, welcher den Verlauf
des DNA-Strangs beschreibt und auch Start- und Endpunkt für die Distanzanalyse definiert.
Der Polygonzug wird manuell an die Struktur im Lokalisationsbild angepasst. In Abbildung
4.13A ist anhand einer Beispielaufnahme gezeigt, wie der Polygonzug (weiße Linie) entlang der
grün dargestellten RNA-Polymerase II zwischen Start- und Endpunkt (weiße Kreuze) gesetzt
wurde.

Abstands- und Positionsbestimmung einzelner Molekülpositionen entlang des
Polygonzuges

Der zweite Schritt besteht darin, dass von jeder Molekülposition der Splicing-Faktoren der
kleinste Abstand zu dem Polygonzug, welcher den Verlauf des DNA-Strangs widerspiegelt,
bestimmt wird (s. Abb. 4.13C). Das Verfahren ist analog zu dem in Kapitel 3.3.2 vorgestellten
Algorithmus NNOrte, mit dem Unterschied, dass nur Distanzen zwischen den unterschiedlichen
Proteintypen betrachtet werden.
Die relative Position entlang des Polygonzuges, an dem sich das jeweilige Molekül befindet,
wird wie folgt bestimmt: die beiden Schwerpunkte der Polygonzughälften vor und nach dem
Punkt, der dem betrachteten Molekül am nächsten ist und somit auch Ausgangspunkt der
Distanzmessung war, wird verglichen mit der Position des Startpunktes. Diejenige Polygon-
zughälfte, deren Schwerpunkt am nächsten zu dem Startpunkt liegt, entspricht der bis zu dem
betrachteten Molekül zurückgelegten Strecke entlang des gesamten Polygonzuges.
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Abbildung 4.13:
Bestimmung der Abstände und relativen Positionen einzelner Moleküle entlang einer be-
stimmten Struktur. A: Zwei-Farben-Lokalisationsbild von Alexa488-markierter RNA-Polymerase
II (grün) und Splicing-Faktoren CELF1 markiert mit Alexa594 (rot). Start- und Endpunkt für die
Distanzanalyse sind mit weißen Kreuzen markiert. Der Polygonzug, zu dem und entlang dessen
die Abstände der CELF1-Proteine untersucht werden sollen, ist in weiß gekennzeichnet. B: ver-
größertes Bild des Ausschnitts markiert in A. C: gleicher Bereich wie in B, jedoch sind hier nur
der Polygonzug (weiß) und die Positionen der detektierten CELF1-Proteine (rot) dargestellt. Die
gelben Pfeile repräsentieren beispielhaft die Distanzbestimmungen der einzelnen Positionen relativ
zu dem Polygonzug.

Auf diese Weise kann jeder Position der CELF1-Moleküle eine Distanz zum DNA-Strang und
eine relative Position entlang dessen zugeordnet werden.

Abstands- und Positionsbestimmung von Protein-Clustern entlang des Polygonzuges

Alternativ zu der Analyse der Distanzen der einzelnen Molekülpositionen kann auch eine
Cluster-Analyse der CELF1-Moleküle durchgeführt werden. Hierbei wird der in Kapitel 4.3
vorgestellte Algorithmus clusters_v3 zur Identifikation der Protein-Cluster im Lokalisations-
bild und ihrer Analyse verwendet. Dieser stellt unter anderem die Positionen der Cluster für
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die weiterführende Analyse bereit. Basierend darauf werden analog zur oben beschriebenen
Methode die Abstände und relativen Positionen der Cluster entlang der Struktur des DNA-
Strangs bestimmt.

Abbildung 4.14:
Bestimmung der Abstände und relativen Positionen von Protein-Clustern entlang einer
bestimmten Struktur. A: Ergebnis des Algorithmus clusters_v3 mit einem Schwellwert für
die lokale Punktdichte von 1800 Punkten/μm2, angewandt auf dieselbe Aufnahme wie in Abbil-
dung 4.13. Die einzelnen Molekülpositionen der CELF1-Proteine sind als schwarze Punkte im Bild
dargestellt. Die vom Algorithmus identifizierten Cluster sind orange markiert. Die grüne Linie re-
präsentiert den an die Struktur der RNA-Polymerase II angepassten Polygonzug. B: vergrößertes
Bild des Ausschnitts markiert in A. Die blauen Pfeile stellen beispielhaft die Distanzmessungen der
jeweiligen Cluster-Positionen zu dem Polygonzug dar.

4.5.2 Resultate des Algorithmus CELFana

Führt man die Distanzanalyse basierend auf den Positionen der einzelnen detektierten Mole-
külen durch, so erhält man als Resultat zu jeder Molekülposition die Distanz zum Polygonzug
sowie die relative Position entlang des Polygonzuges. Stellt man dies, wie Abbildung 4.15A
gezeigt, graphisch dar, so kann die Abhängigkeit der Distanz der CELF1-Proteine zu der
Struktur des DNA-Strangs in Abhängigkeit zur relativen Position entlang der Struktur abge-
bildet werden. Hierbei empfiehlt sich eine Mittelung der Werte in einem bestimmten Intervall
auf der Abszisse, um eine Überschaubarkeit der Datenpunkte im Diagramm zu erhalten.

Bezieht man zusätzlich eine Cluster-Analyse mit ein, so kann nicht nur eine analoge Dis-
tanzuntersuchung basierend auf den Positionen der Protein-Cluster erfolgen, sondern weitere
Informationen gewonnen werden. Die Resultate der Cluster-Analyse (Details hierzu s. Kapitel
4.3) können kombiniert werden mit den Distanz- und Positionsinformationen, die der Algo-
rithmus CELFana liefert. Auf diese Weise ist es möglich, alle Größen der Cluster-Analyse der
CELF1-Proteine abhängig von der relativen Position entlang der Struktur des DNA-Strangs
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Abbildung 4.15:
Resultate der Distanzanalysen. A: die Distanzen zum Polygonzug der einzelnen Positionen der
detektierten CELF1-Proteine aus der Aufnahme in Abbildung 4.13 sind gegen die Position entlang
des Polygonzuges relativ zur Startposition in grau aufgetragen. Das Ergebnis der Distanzanalyse
der Cluster-Positionen ist in orange dargestellt. In B ist der Cluster-Durchmesser abhängig von
der relativen Position entlang des Polygonzuges gezeigt. Es wurde jeweils über die Werte in einem
Intervall von 500 nm bzw. 1 μm gemittelt. Die Fehlerbalken stellen die Fehler der Mittelwerte dar.

darzustellen. In Abbildung 4.15B ist dies beispielhaft für den Durchmesser der CELF1-Cluster
aus der SPDM-Aufnahme aus Abbildung 4.13 gezeigt.

4.5.3 Vergleich zur konventionellen Weitfeldfluoreszenzaufnahme

Um einen direkten Vergleich der Distanzanalysen basierend auf lokalisationsmikroskopischen
Messungen zu denen eines konventionellen Fluoreszenzmikroskops zu haben, wurde eine Mo-
difikation des Algorithmus CELFana vorgenommen, um diesen auf die Daten eines Weitfeld-
fluoreszenzmikroskops anzupassen.

Abbildung 4.16:
Resultat der Distanzanalyse anhand
des konventionellen Weitfeldfluoreszenz-
bildes. Die Distanzen der Verteilung der
CELF1-Proteine sind gegen die relativen Po-
sitionen entlang des Polygonzuges, der die
Struktur des DNA-Strangs beschreibt, auf-
getragen. Es wurde jeweils über die Werte
in einem Intervall von 800 nm gemittel. Die
Fehlerbalken stellen die Fehler der Mittelwer-
te dar. 0 5 10 15
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4.5 Distanzanalyse von Proteinen entlang einer definierten Struktur

Dem daraus hervorgegangenen Algorithmus CELFana_wf werden, mit Ausnahme der Positi-
onstabellen, die gleichen Parameter übergeben wie im Falle von CELFana. Anstelle der Posi-
tionen aus den Lokalisationsaufnahmen basiert die Analyse auf den konventionellen Weitfeld-
fluoreszenzbildern. Es wird ebenfalls als erstes manuell ein Polygonzug an die Struktur des
DNA-Strangs angepasst (s. Abb. 4.17A). Da nun keine Positionsinformation der einzelnen Mo-
leküle vorliegt, muss die Distanz der Verteilung der CELF1-Proteine zu der Struktur des des
DNA-Strangs auf eine andere Weise bestimmt werden. Hierzu wird zunächst ein Kantenfilter
(Canny-Edge-Filter) auf das Fluoreszenzbild der CELF1-Proteine angewandt. Die Parameter
(Größe und Schwellwert) werden hierbei so eingestellt, dass die Distanz zwischen den beiden
detektierten Kanten gerade der Halbwertsbreite der Struktur im Bild entspricht.
Im nächsten Schritt werden die Distanzen zwischen dem Polygonzug und den Linien des Kan-
tenfilters bestimmt (s. Abb. 4.17C). Wie bei der auf den Lokalisationsdaten basierten Analyse,
wird auch hier jeder Distanz eine relative Position entlang des Polygonzuges zugeordnet. Die
Ergebnisse für das Beispielbild (Abb. 4.17A) sind in Abbildung 4.16 dargestellt.

Abbildung 4.17:
Distanzbestimmung anhand der Weitfeldfluoreszenzaufnahmen. A: konventionelles Zwei-
Farben-Weitfeldfluoreszenzbild von Alexa488-markierter RNA-Polymerase II (grün) und Splicing-
Faktoren CELF1 markiert mit Alexa594 (rot). Start- und Endpunkt für die Distanzanalyse sind mit
weißen Kreuzen markiert. Der Polygonzug, zu dem und entlang dessen die Abstände der Verteilung
der CELF1-Proteine untersucht werden sollen, ist ebenfalls in weiß gekennzeichnet. B: vergrößertes
Bild des Ausschnitts markiert in A. Die weißen Linien repräsentieren den Polygonzug (Mitte) sowie
das Ergebnis des Kantenfilters. C: gleicher Bereich wie in B, jedoch sind nur der Polygonzug (grün)
und die Linien des Kantenfilters (rot) dargestellt. Die gelben Pfeile repräsentieren beispielhaft die
Distanzbestimmungen der einzelnen Pixel der Kanten relativ zum Polygonzug.
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4.6 3D-Rekonstruktion von 2D-SPDM-Messungen kombiniert mit
SMI-Aufnahmen

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden Algorithmen entwickelt, die eine schnelle Re-
konstruktion von 3D-Strukturen, aufgenommen durch eine Kombination von SMI- und Lo-
kalisationsmikroskopie (s. Kapitel 2.3.3), ermöglichen. Der Algorithmus zrecon nutzt die In-
formation der Phasen-Rasterung der SMI-Aufnahme, um anhand des Modulationskontrasts
die axiale Ausdehnung der Strukturen zu bestimmen. Der Phasenunterschied zwischen ver-
schiedenen Objekten lässt sich zur Bestimmung ihres relativen axialen Abstandes verwenden.
Für die Analyse von SMI-Daten wurden in der Vergangenheit verschiedene Methoden entwi-
ckelt [Schneider, 1999,Albrecht, 2002,Failla et al., 2003,Spöri, 2004,Wagner, 2004,Baddeley,
2007]. Der Algorithmus zrecon stützt die Größen- und Positionsbestimmung der Objekte auf
einen von Dr. Paul Lemmer vorgeschlagenen Ansatz. Hierbei wird eine Fouriertransformation
entlang der Zeitdimension des Datenstapels der Phasen-Rasterung durchgeführt, welche eine
sehr schnelle Bestimmung des Modulationskontrasts sowie der Phasen für das gesamte Bild
erlaubt.
Zur Korrektur von Phasensprüngen im Bild, das die axiale Position der Moleküle angibt, wur-
de der Algorithmus corrphase entwickelt. Dieser erlaubt eine manuelle Korrektur anhand
eines Lokalisationsbildes mit farbkodierter Phasen- bzw. axialer Positionsinformation der Mo-
lekülpositionen.
Mit dem Algorithmus phase3d kann ein dreidimensionaler Datensatz erzeugt werden, in wel-
chem alle Molekülpositionen entsprechend ihrer räumlicher Koordinaten eingetragen werden.
Die Positionen werden mit einer 3D-Gauß-Verteilung gefaltet, deren Standardabweichung in
x- und y-Richtung der jeweiligen Lokalisationsgenauigkeit in der lateralen Ebene sowie in der
z-Richtung der axialen Ausdehnung der Strukturen entspricht.
Für die im Folgenden gezeigten Beispielbilder zur Rekonstruktion von dreidimensionalen Da-
tensätzen wurden Aufnahmen von feinen Membranausläufern von Krebszellen (Cal-51), deren
Plasmamembran mit YFP gefärbt war, verwendet.

4.6.1 Hintergrundkorrektur der Phasen-Rasterung

Im ersten Schritt des Algorithmus zrecon wird der Hintergrund im Datenstapel der SMI-
Phasen-Rasterung bestimmt. Eine präzise Korrektur des Hintergrunds ist von entscheidender
Bedeutung bei der Bestimmung der axialen Ausdehnung der Objekte anhand des Modula-
tionskontrasts.
Um die Strukturen in der Aufnahme vom Hintergrund zu trennen, wird auf die Mittelwertspro-
jektion der Phasen-Rasterung (s. Abb. 4.18A) ein Kantenfilter angewendet, ein sog. PLUS
Edge Detection Filter1, der eine Kombination aus Laplace-Filter und einem Filter für die
Richtung der zweiten Ableitung im Gradienten darstellt. Hierbei wird eine Gauß-Verteilung
mit einer Größe von 20 Pixeln, einem Mittelwert von 0 und einer Standardabweichung von
3 Pixeln als Eingabeparameter übergeben. Das Resultat dieses Kantenfilters ist für eine Bei-
spielaufnahme in Abbildung 4.18B gezeigt. Über ein Schwellwertverfahren, das gegebenenfalls
auf den jeweiligen Datensatz angepasst werden muss, kann nun eine Segmentierung der Struk-
turen im Bild vorgenommen werden (s. Abb. 4.18C). Eine Kombination von morphologischem
Schließen und einer Faltung mit einer Gauß-Verteilung dieser Maske führt zu kohärenteren

1MATLAB-Routine plus_filt2D, Sergei Koptenko, Resonant Medical, Montreal, Kanada
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Abbildung 4.18:
Hintergrundkorrektur für Phasen-Rasterung der SMI-Aufnahme. A: Mittelwertsprojektion
der Phasen-Rasterung. B: Ergebnis des Kantenfilters auf Bild A. C: Anwendung eines Schwell-
wertverfahrens auf Bild B. D: Ergebnis der Ellimination der Strukturen in der Aufnahme mithilfe
der Maske aus C. E: weiter prozessiertes Bild (Details s. Text), das zur Korrektur des Hinter-
grunds verwendet wird. F: Resultat der Hintergrundkorrektur des Ausgangsbildes in A mithilfe des
Hintergrundbildes in E.

Strukturen. Jedes Einzelbild im Datenstapel der Phasen-Rasterung wird nun pixelweise mit
der Maske multipliziert. Dadurch entsteht ein Bild, auf dem die Strukturen fehlen und nur
noch der Hintergrund zu erkennen ist (s. Abb. 4.18D). Um die so entstandenen “Löcher“ im
Bild zu füllen, wird erneut eine Kombination einer morphologischen Schließung mit der Fal-
tung des Bildes mit einer Gauß-Verteilung durchgeführt. Abbildung 4.18E zeigt beispielhaft
das Resultat dieser Operationen. Dieses kann nun für die Subtraktion des Hintergrunds im
jeweiligen Einzelbild verwendet werden (vergl. korrigiertes Bild in Abb. 4.18F mit Ausgansbild
in Abb. 4.18A).

Diese Art der Hintergrundkorrektur bietet neben einer präzisen Segmentierung der Struk-
turen in der Aufnahme auch eine automatische Anpassung der Hintergrundkorrektur auf das
Photobleichen der Fluorophore während der Aufnahme, da die Korrektur für jedes Einzelbild
des Datenstapels individuell durchgeführt wird.

61



4 Entwickelte Algorithmen zur Datenanalyse

4.6.2 Bestimmung der Positionen der detektierten Strukturen und ihre
Ausdehnung in axialer Richtung

Der zweite Schritt des Algorithmus zrecon stellt die eigentliche Positions- und Größenbestim-
mung der Strukturen in axialer Richtung dar. Hierfür wird eine in der Dissertation von Dr.
Paul Lemmer [Lemmer, 2009] vorgeschlagenen Methode verwendet, die auf der Fouriertrans-
formation entlang der Zeit der Phasen-Rasterung basiert.
Am Hintergrund-korrigierten Datenstapel der Phasen-Rasterung bestehend aus N Einzelbil-
dern wird eine Fouriertransformation entlang der Zeit durchgeführt. Das Bild der mittleren
Ebene des transformierten Datenstapels repräsentiert die konstanten Anteile K(x, y) der In-
tensitätsmodulation (s. Abb. 4.19A). Im Abstand von ±n/λsw erhält man die Bilder, welche
die zugehörigen Amplituden A(x, y) (s. Abb. 4.19B) und Phasen Φ(x, y) (s. Abb. 4.19D)
enthalten. λsw ist hierbei die Wellenlänge des stehenden Wellenfeldes zwischen den beiden
Objektiven des SMI-Mikroskops. Die Phaseninformation kann somit direkt abgelesen und in

Abbildung 4.19:
Bestimmung der axialen Positionen und Ausdehnung der Strukturen anhand der Phasen-
Rasterung der SMI-Aufnahme. A: konstanter Anteil K der Intensitätsmodulation. B: Amplitu-
den der Intensitätsmodulation. C: den Molekülpositionen aus Lokalisationsbild in lateraler Ebene
wird die axiale Ausdehnung der Strukturen zugeordnet. D: zugh. Phasen zum Amplitudenbild B
umgerechnet in relative Abstände der Strukturen. E: den Molekülpositionen aus Lokalisations-
bild in lateraler Ebene werden die relativen Abstände aus der Phaseninformation zugeordnet. Bei
ausgedehnteren Strukturen sind Phasensprünge zu erkennen. F: Bild E nach Korrektur der Pha-
sensrpünge.
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eine Positionsinformation übersetzt werden:

Bpos =
Φ(x, y)

2π · λsw.

Der Modulationskontrast C(x, y) ergibt sich dann zu:

C(x, y) = 2A(x, y)
K(x, y) +A(x, y) .

Weitere Details bezüglich dieser Methode der Größen- und Positionsbestimmung für SMI-
Daten sind in [Lemmer, 2009] genauer erläutert.
Der Algorithmus zrecon erstellt Lookup-Tabellen (s. Abb. 4.20) für die Bestimmung der Ob-
jektgröße in axialer Richtung anhand des Modulationskontrasts für die Anregungswellenlängen
488 nm und 568 nm. Hierbei wird entweder das Modell einer gaußförmigen (z.B. für Protein-
Cluster) oder einer zylinderförmigen Verteilung (z.B. für Membranausläufer) der Fluorophore
auf der Struktur verwendet.
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Abbildung 4.20:
Lookup-Tabelle zur Bestimmung der Ob-
jektgröße. Für die Anregungswellenlängen
488 nm (blau) und 568 nm (gelb) sind
die theoretisch zu erwartenden Verläufe des
Modulationskontrasts gegen die Objektgröße
aufgetragen. Hierbei wurde eine gaußförmi-
ge Verteilung der Fluorophore innerhalb der
Strukturen simuliert. Als Durchmesser wird
die Halbwertsbreite der Gauß-Verteilung an-
genommen. Die gestrichelte blaue Kurve gibt
den theoretischen Verlauf für Fluorophore auf
einer zylinderförmigen Struktur bei einer An-
regunswellenlänge von 488 nm an.

Durch pixelweise Multiplikation des Positionsbildes Bpos mit dem Lokalisationsbild erhält
man ein Bild, dessen Pixelwerte die axiale Position des jeweiligen Moleküls kodieren (s. Abb.
4.19E). Analog wird ein Bild aus der Information über den Modulationskontrast unter Ver-
wendung der entsprechenden Lookup-Tabelle erzeugt. Hierbei kodiert der Pixelwert die lokale
axiale Ausdehnung der Struktur (s. Abb. 4.19C).

Da die Phaseninformation nur modulo π vorliegt, sind in einem Bild, das Strukturen ent-
hält, deren relative Position mehr als λsw beträgt, Phasensprünge enthalten, die korrigiert
werden müssen. Dr. David Baddeley beschreibt in seiner Dissertation [Baddeley, 2007] zwei
unterschiedliche Methoden zur Korrektur dieser Phasensprünge. Die eine vergleicht die Phase
eines Objekts mit den umliegenden und subtrahiert den Wert π bei signifikanten Unterschie-
den. Die andere basiert auf der Anpassung einer Funktion (z.B. einer Ebene) an die Daten
des Phasenbildes.
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde der Algorithmus corrphase entwickelt, der es
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ermöglicht die Phasensprünge manuell zu korrigieren. Als Eingabeparameter wird dem Al-
gorithmus ±λsw übergeben, wobei das Vorzeichen angibt, in welche Richtung die Positionen
verschoben werden soll. Der Benutzer kann anhand eines farbkodierten Lokalisationsbildes die
Region auswählen, an der ein Phasensprung auf der Struktur zu erkennen ist. In einem Bereich
von 9 × 9 Pixeln wird der Mittelwert der axialen Position der darin enthaltenen Punkte be-
stimmt. Für die Korrektur werden nur Punkte innerhalb eines 17 × 17 Pixel großen Bereichs
berücksichtigt, deren axiale Position ähnlich ist, wie der vorher bestimmte Mittelwert der
kleineren Umgebung. Dadurch wird erreicht, dass benachbarte Molekülpositionen, die nicht
verändert werden sollen, von der Korrektur unberücksichtigt bleiben. Diese manuelle Methode
der Korrektur der Phasensprünge eignet sich besonders für zusammenhängende Strukturen,
wie es bei den Membranausläufern in den Beispielbildern der Fall ist. Abbildung 4.19F zeigt
das gleiche Positionsbild wie in Abbildung 4.19E nach der Korrektur der Phasensprünge mit-
hilfe des Algorithmus corrphase.

4.6.3 Rekonstruktion der dreidimensionalen Molekülverteilung

Der Algorithmus phase3d nutzt die Größen- und Positionsinformationen in den entsprechen-
den Lokalisationsbildern, die vom Algorithmus zrecon generiert wurden, um einen dreidimen-
sionalen Datensatz zu erstellen. Die einzelnen Molekülpositionen werden entsprechend ihrer
x-, y- und z-Koordinaten in ein “leeres“ 3D-Bild eingetragen. Jede Position wird mit einer
3D-Gauß-Verteilung gefaltet, deren Standardabweichungen der jeweiligen Lokalisationsgenau-
igkeit in x- und y-Richtung sowie der axialen Ausdehnung der Struktur entsprechen.
Mit Programmen, die in der Lage sind dreidimensionale Volumen darzustellen, wie voxx1 oder
ImageSurfer2, kann dieser 3D-Datenstapel visualisiert und als Video oder in einem Bild aus
verschiedenen Blickwinkeln dargestellt werden.

Abbildung 4.21:
3D-Darstellung der räumlichen Verteilung der Molekülpositionen. A zeigt eine dreidimensio-
nale Darstellung derselben Struktur wie in den vorangegangenen Beispielbildern. Die Visualisierung
erfolgte mit dem Programm voxx. B: 3D-Darstellung mit ImageSurfer einer andern Aufnahme.
Hier ist deutlich die dreidimensionale Struktur der Membranausläufer zu erkennen.

1Indiana University, Indianapolis, USA
2University of North Carolina, Chapel Hill, USA
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen
der Fluorophore bei SPDM

Um die Auswirkungen unterschiedlicher Einbettmedien auf das Verhalten der Fluorophore zu
untersuchen, wurden unterschiedliche Messreihen angelegt. Eine indirekte Immunfärbung von
Membranproteinen (Her2/neu) mit dem Fluorophor Alexa488 diente als Beispiel für eine An-
tikörpermarkierung mit synthetischen Fluorophoren. Der Vergleich zu Fluoreszenzproteinen
wurde über Präparate bewerkstelligt, bei denen über ein Fusionsprotein die Plasmamembran
mit GFP gefärbt war. Für alle Präparate wurde beispielhaft die Zelllinie SKBr3 verwendet,
da sich diese aufgrund morphologischer Eigenschaften gut für vergleichende Messungen an der
Zellmembran eignet. Nach der Fluoreszenzmarkierung wurden die Präparate in unterschied-
liche Einbettmedien eingebettet. Die Präparation der Proben wurde von Dr. Patrick Müller
und Daniel Paech durchgeführt.
Zur Einbettung wurden sowohl kommerziell erhältliche als auch selbst hergestellte Lösungen
verwendet. Im Falle der kommerziell erhältlichen Medien Fluoromount1, Immumount2, Mo-
wiol3, ProlongGold4 und VectaShield5 ist keine Information über die Inhaltstoffe vorhanden.
Im Fall des ProlongGolds wurden zusätzlich zwei unterschiedliche Varianten der Präparation
untersucht. Es wurden Präparate angefertigt, in denen das ProlongGold auspolymerisiert war
(im Folgenden abgekürzt mit P) und solche, bei denen es nicht auspolymerisieren konnte (ab-
gekürzt mit NP).
Bei PBS (Phosphate Buffered Saline4) handelt es sich um das einfachste von den hier auf-
geführten Medien, welches eine auf Wasser basierende Salzlösung, gepuffert mit Phosphaten,
darstellt. Diese diente zugleich als Basis für eine Lösung mit 10 mM β-Mercaptoethylamin4
als Einbettmedium, welches im Folgenden mit MEA abgekürzt wird. Durch Zugabe von
0,5 mg/ml Glukoseoxidase4, 40 µg/ml Katalse4 und 10% w/v Glukose kann der sog. Switching-
Buffer [Van de Linde et al., 2008] hergestellt werden. Durch die Sauerstoff reduzierenden Enzy-
me soll hier das Verweilen der Fluorophore im reversibel gebleichten Zustand gefördert werden.
Für die Aufnahmen wurden stets gleich große (∼320 µm2), möglichst ähnliche Bereiche der
Zelle ausgewählt. Hierbei wurden Regionen am Rand der Zellen benutzt, an denen deren
Membran möglichst glatt ist, um eine bessere Vergleichbarkeit der Messungen zu erreichen
(Beispielaufnahmen s. Abb. 5.1). Die Aufnahmeparameter (Laserintensität: ca. 23 kW/cm2

bei 488 nm; Integrationszeit der Kamera: 55 ms) wurden für alle Aufnahmen einer Messreihe
gleich eingestellt. Falls ein Farbstoff in einem Einbettmedium zu schnell ausgebleicht ist, wur-
de die Laserintensität um 50% verringert, um jeweils möglichst optimale SPDM-Aufnahmen

1Southern Biotechnology Associates, Birmingham, USA
2Thermo Scientific, Pittsburg, USA
3Roth, Karlsruhe
4Invitrogen, Carlsbad, USA
5Vector Laboratories, Burlingame, USA
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Abbildung 5.1:
Antikörper- und GFP-markierte SKBr3-Zellen. A: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild von
Her2/neu Protein-Clustern auf einer SKBr3-Zelle markiert mit Alexa488. B: vergrößerter Aus-
schnitt der Region gekennzeichnet in A. C: SPDM-Aufnahme der gleichen Region wie in B. D:
konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild der Plasmamembran einer SKBr3-Zelle gefärbt mit GFP. E:
vergrößerter Ausschnitt der Region gekennzeichnet in C. F: SPDM-Aufnahme der gleichen Region
wie in E.

durchführen zu können. Teilweise wurden zusätzliche Aufnahmen mit einer Integrationszeit
von 150 ms vorgenommen, um den Einfluss dieses Parameters auf das Ergebnis der SPDM-
Messungen zu untersuchen.
Im Folgenden werden unterschiedliche Parameter analysiert, die das reversible und irrever-
sible Bleichen der Fluorophore charakterisieren und somit eine entscheidende Rolle für die
SPDM-Aufnahmen spielen.

5.1.1 Quantitativer Vergleich der Fluoreszenzeigenschaften von Alexa488 bei
SPDM-Messungen in verschiedenen Einbettmedien

Ein Vergleich der kumulativen Summen über die detektierten Signale der SPDM-Messungen
zeigt anschaulich die Unterschiede und Eigenheiten die aus den verschiedenen Einbettmedi-
en resultieren. Einer der wichtigsten Faktoren, die Gesamtzahl von detektierten Signalen in
einer Messung, kann ebenso wie der zugehörige zeitliche Verlauf direkt den Diagrammen ent-
nommen werden. Auch der Anteil der Signale, die auf den markierten Strukturen detektiert
werden, wurde bestimmt. Zudem wurde der Hintergrund während der jeweiligen Messungen
untersucht, welcher einen erheblichen Einfluss auf die Güte der Lokalisationsmessungen hat
und gleichzeitig Aufschluss über Moleküle liefert, die nicht in einen reversibel gebleichten Zu-
stand übergehen.
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

Abbildung 5.2 zeigt den zeitlichen Verlauf der detektierten Einzelmolekülsignale und den des
Hintergrunds für SPDM-Messungen bei einer Integrationszeit der Kamera von 55 ms. Bei
den Einbettmedien MEA, Mowiol und PBS war die Anregungsintensität im Vergleich zu den
anderen um 50% verringert. Bei den Präparaten in dem Einbettmedium VectaShield waren
keine SPDM-Messungen möglich, da sich hier die Fluorophore offenbar von den markierten
Proteinen abgelöst hatten und sich ungebunden im Medium bewegten.

In Abbildung 5.2A ist die kumulative Summe der detektierten Signale dargestellt. Bei den
Einbettmedien ProlongGold, Immumount und dem Switching-Buffer wird ein Vielfaches der
Signale detektiert verglichen mit Fluoromount, Mowiol, MEA und PBS. Abgesehen von den
Messungen mit ProlongGold und dem Switching-Buffer nähern sich alle Kurven einem Sätti-
gungswert an, wie man es bei einer exponentiell über die Zeit abfallenden Anzahl der aus dem
reversibel gebleichten Zustand zurückkehrenden Moleküle erwarten würde.
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Abbildung 5.2:
Zeitlicher Verlauf der detektierten Signale und des Hintergrunds für Alexa488 bei 55 ms
Integrationszeit. A: kumulative Darstellung der detektierten Signale pro Einzelbild. Für die Mes-
sergebnisse beim Switching-Buffer wurden die Daten nochmals korrigiert, um eindeutige Mehr-
fachdetektionen eines Moleküls zu entfernen (gestrichelte rote Kurve). B: zeitlicher Verlauf des
Hintergrunds. Hierbei wurden die aufleuchtenden Einzelmolekülsignale aus dem Datenstapel ent-
fernt und über die Intensität aller Pixel in einem Bild gemittelt. C: Anteil der detektierten Signale,
die auf der markierten Struktur liegen. D: mittlere Lokalisationsgenauigkeit.
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Im Fall des Switching-Buffers scheint sich nach ungefähr 500 Bildern (∼30 s) ein Gleichge-
wichtszustand einzustellen, in dem eine konstante Rate von Fluorophoren reversibel gebleicht
wird und aus diesem Zustand wieder zurückkehrt in den fluoreszierenden Zustand. Dies hat
einen linearen Anstieg der Kurve für die kumulative Summe über die detektierten Signale
zur Folge. Bei den SPDM-Messungen von Alexa488-markierten Präparaten eingebettet in den
Switching-Buffer war deutlich zu beobachten, dass die Fluorophore teilweise innerhalb kurzer
Zeit (einige wenige bis > 50 Einzelbildern) sehr oft zwischen dem fluoreszierenden und dem
reversibel gebleichten Zustand hin und her wechseln. Die gestrichelte rote Kurve in Abbildung
5.2A zeigt Daten, die auf diesen Effekt korrigiert wurden, um eine bessere Vergleichbarkeit
aller Einbettmedien zu erreichen. Zu beachten ist, dass Flurophore, die über einen längeren
Zeitraum (> 50 Bilder) zwischen fluoreszierendem und reversibel gebleichten Zustand wech-
seln, dabei nicht aus den Datensätzen entfernt werden konnten.
Der Verlauf der Kurven bei ProlongGold deutet ebenfalls darauf hin, dass nach dem zu Beginn
abfallenden zeitlichen Verlauf der detektierten Signale ein Anstieg folgt. Dieser ist in der ku-
mulativen Darstellung jedoch nicht linear, wie es beim Switching-Buffer der Fall ist, sondern
weist einen quadratischen Anstieg auf und wird in den nachfolgenden Untersuchungen noch
genauer analysiert.

Die Gesamtzahl detektierter Signale spiegelt nicht unbedingt die Güte der SPDM-Messung
wider. Zwar ist die Punktdichte ein entscheidender Faktor für die Strukturauflösung bei der
Lokalisationsmikroskopie, der Kontrast jedoch, mit dem die Struktur sich vom Hintergrund
abhebt, hängt von dem Anteil der Fluorophore ab, die auf der markierten Struktur detek-
tiert wurden. Um diesen Anteil bei den SPDM-Messungen für die verschiedenen Einbettme-
dien zu bestimmen, wurde ein Algorithmus entwickelt, der die Struktur in der konventionel-
len Weitfeldaufnahme mit der im Lokalisationsbild vergleicht. Hierfür werden die Signale im
Weitfeldbild segmentiert, eventuelle Verschiebungen zwischen Weitfeld- und SPDM-Aufnahme
korrigiert und danach der Anteil der Punkte, die im SPDM-Bild auf der markierten Struktur
liegen, bestimmt.
In Abbildung 5.2C ist für die verschiedenen Einbettmedien der Anteil der Punkte, die auf der
markierten Struktur detektiert wurden, dargestellt. Es fällt auf, dass die Einbettmedien, bei
denen insgesamt relativ wenige Signale detektiert wurden, der Anteil der Signale, die auf der
Struktur liegen, am höchsten ist. Dies lässt vermuten, dass in diesen Fällen weniger andere
Moleküle aus der Zelle detektiert werden als bei den anderen Einbettmedien.

Ein weiteres Kriterium, das ausschlaggebend ist für die Lokalisationsmikroskopie, ist die
Genauigkeit, mit der die Position der einzelnen Moleküle bestimmt werden kann. Für die
Messreihen mit Alexa488 in verschiedenen Einbettmedien sind die jeweiligen Mittelwerte der
Lokalisationsgenauigkeit in Abbildung 5.2D aufgetragen. Hier sind allerdings keine bemer-
kenswerten Unterschiede zwischen den unterschiedlichen Präparaten zu beobachten.

Zur Untersuchung des Hintergrunds während den SPDM-Messungen wurden die Signale der
einzeln aufleuchtenden Moleküle aus dem Datenstapel entfernt. Hierzu wurde ein Differenzda-
tenstapel durch die Subtraktion des nachfolgenden Einzelbildes vom vorhergehenden gebildet.
Eine Subtraktion des Differenzdatenstapels vom Rohdatenstapel hat zur Folge, dass alle Si-
gnale, die nur in einem Einzelbild sichtbar sind, gelöscht werden. Dieser Vorgang wurde für
die hier gezeigten Analysen insgesamt 10-mal durchgeführt, um auch Einzelmolekülsignale, die
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

über mehrere Einzelbilder des Datenstapels fluoreszent waren, zu eliminieren. Für die Dar-
stellung in Abbildung 5.2B wurde anschließend der Mittelwert über die Intensität aller Pixel
in jedem Einzelbild berechnet.
Vergleicht man die Rangfolge der Kurven für die Zahl der detektierten Signale mit der In-
tensität des Hintergrunds, so ist zu erkennen, dass diese mit Ausnahme des Switching-Buffers
fast genau übereinstimmen. Zu beachten ist hierbei allerdings, dass bei den Messungen für die
Einbettmedien MEA, Mowiol und PBS eine nur halb so hohe Anregungsintensität als bei den
anderen verwendet wurde. Auch beim Betrachten der Hintergrundfluoreszenz unterschieden
sich die Messungen bei ProlongGold von den anderen Einbettmedien. Nach dem exponentiel-
len Abfall, der bei allen zu erkennen ist, steigt die Intensität des Hintergrunds bei ProlongGold
nach einigen hundert aufgenommenen Einzelbildern wieder an. Für eine Integrationszeit von
55 ms entspricht das den ersten 10-15 s der Messung. Die vergleichsweise niedrige Intensität
des Hintergrunds bei den Präparaten, die mit dem Switching-Buffer eingebettet waren, und
die zugleich hohe Anzahl von detektierten Signalen deuten wiederum auf unterschiedliche Vor-
gänge als in ProlongGold hin.

Abhängig von der Wahl des Einbettmediums, ist die Verweildauer der Fluorophore in dem re-
versibel gebleichten sowie im fluoreszierenden Zustand unterschiedlich lange. Deshalb erreicht
man bei Einbettmedien wie ProlongGold, die eine positive Wirkung auf die Photostabilität
der Fluorophore besitzen, bessere Ergebnisse bei den Lokalisationsmessungen, wenn die Inte-
grationszeit der Kamera entsprechend angepasst wird.
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Abbildung 5.3:
Zeitlicher Verlauf der detektierten Signale und des Hintergrunds für Alexa488 bei 150 ms
Integrationszeit. A: kumulative Darstellung der detektierten Signale pro Einzelbild. B: zeitlicher
Verlauf des Hintergrunds. Hierbei wurden die aufleuchtenden Einzelmolekülsignale aus dem Daten-
stapel entfernt und über die Intensität aller Pixel in einem Bild gemittelt. C: Anteil der detektierten
Signale, die auf der markierten Struktur liegen.

In Abbildung 5.3 sind für SPDM-Messungen mit einer Integrationszeit von 150 ms an Prä-
paraten eingebettet in Fluoromount, Immumount und ProlongGold die Ergebnisse gleicher
Analysen wie in 5.2 gezeigt. Es ist zu erkennen, dass für die Einbettmedien Fluoromount und
Immumount die Erhöhung der Integrationszeit keine Erhöhung der Gesamtzahl der detektier-
ten Moleküle zur Folge hat. Bei genauer Betrachtung der Rohdaten und der Ergebnisse der
Positionsbestimmungen zeigt sich, dass eine kürzere Integrationszeit ausreicht, ohne eine deut-
liche Mehrfachdetektion einzelner Signale zu erhalten. Auch die Lokalisationsgenauigkeit ist
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

durch die höhere Integrationszeit und dem daraus resultierenden höheren Hintergrund (vergl.
Abb. 5.2B und 5.3B) nicht verbessert im Vergleich zu den SPDM-Messungen bei 55 ms Inte-
grationszeit.
Im Fall von ProlongGold wird bei 150 ms Integrationszeit innerhalb der gleichen Anzahl von
aufgenommenen Bildern ein Vielfaches der Signale detektiert als bei einer Integrationszeit von
55 ms. Eine Gegenüberstellung der Unterschiede für die beiden Messreihen bei ProlongGold
sowie der Vergleich zu dem Einbettmedium Immumount, ist in Abbildung 5.4 zu finden.
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Abbildung 5.4:
Vergleich des Verhaltens von Alexa488 in ProlongGold und Immumount. Gezeigt sind jeweils
die zeitlichen Verläufe der detektierten Signale von fünf Messungen, wobei die roten Kurven deren
Mittelwerte darstellen. In die Histogramme über die Lokalisationsgenauigkeit fließen jeweils alle
fünf Messungen der drei unterschiedlichen Messreihen mit ein. Die linke Spalte (A-C) zeigt die
Ergebnisse der SPDM-Messungen für das Einbettmedium Immumount. Gegenübergestellt sind die
Verläufe für ProlongGold NP gemessen mit einer Integrationszeit von 55 ms (D-F) und 150 ms
(G-I).
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

Vergleicht man die zeitlichen Verläufe der detektierten Signale pro Einzelbild, so erkennt man
einen deutlichen Unterschied zwischen dem der Fluorophore in Immumount und denen in Pro-
longGold (Abb. 5.4B,E,H). Im Fall des Einbettmediums Immumount zeigt sich ein exponenti-
eller Abfall der detektierten Signale über die Zeit. Dies entspricht dem erwarteten Verhalten,
wenn man davon ausgeht, dass die Fluorophore (abgesehen von denen, die irreversibel gebleicht
werden) zu Beginn der Messung in den reversibel gebleichten Zustand übergehen und stochas-
tisch über die Zeit verteilt wieder in den fluoreszierenden Zustand zurückkehren. Betrachtet
man den Verlauf der Anzahl der detektierten Fluorophore über die Zeit für die Präparate,
die in ProlongGold eingebettet waren, so folgt hier nach dem anfangs ebenfalls exponentiell
abfallenden Verhalten ein linearer Anstieg (man beachte die logarithmische Darstellung in den
Diagrammen 5.4B,E,H). In Kapitel 5.2 wird gezeigt, dass unmarkierte biologische Präparate
bei der Verwendung von ProlongGold als Einbettmedium unter der Anregung mit einer Wel-
lenlänge von 488 nm denselben linearen Anstieg der detektierten Einzelmolekülsignale zeigen.
Dies lässt darauf schließen, dass die Kurven in den Abbildungen 5.4E,H aus einer Superpositi-
on einer exponentiell abfallenden und einer linear ansteigenden Kurve zweier unterschiedlicher
Molekülsorten besteht. Zu Beginn der SPDM-Messung überwiegt der exponentielle Abfall der
detektierten Signale der Alexa488-Moleküle. Nach einer bestimmten Zeit von ungefähr 50 s
dominiert dann der lineare Anstieg einer anderen (oder auch mehrerer unterschiedlicher) Mo-
lekülsorten, die sich in den Zellen befinden. Wie in Kapitel 5.2 ebenfalls genauer erläutert
wird, handelt es sich bei dem Anstieg der detektierten Signale über die Zeit vermutlich um
eine Photoaktivierung bestimmter Moleküle in der Zelle. Diese Photoaktivierung von Mole-
külen, die somit zusätzlich zu den zur biologischen Markierung verwendeten Fluorophren bei
einer SPDM-Messung in ProlongGold detektiert werden, macht klar, weshalb hier deutlich
mehr Moleküle detektiert werden als bei den übrigen Einbettmedien.

Betrachtet man die beiden Histogramme über die Lokalisationsgenauigkeit bei ProlongGold
(Abb. 5.4F,I), so ist im Fall der Integrationszeit von 55 ms im Vergleich zu 150 ms eine
Verschiebung der Verteilung zu höheren Werten hin zu beobachten (55 ms: (35,0 ± 10,6) nm;
150 ms: (27,3 ± 10,8) nm). In Abbildung 5.2B ist zu erkennen, dass der Hintergrund bei 55 ms
Integrationszeit deutlich niedriger ist als für 150 ms (Abb. 5.3B). Die im Mittel schlechtere
Lokalisationsgenauigkeit für kürze Integrationszeiten lässt sich nur dadurch erklären, dass in
diesem Fall die Fluorophore oft über 2-3 Einzelbilder hinweg im fluoreszierenden Zustand
verweilen. Dadurch, dass der Algorithmus zur Positionsbestimmung der Einzelmolekülsignale
nur diejenigen berücksichtigt, die sich von einem Bild zum nächsten ändern, verliert man bei
denen, die über mehrere Bilder aufleuchten entsprechend viele Photonen für die Positions-
bestimmung, was wiederum zu einer schlechteren Lokalisationsgenauigkeit führt. Bei einer
Integrationszeit von ungefähr 150 ms erreicht man, dass die meisten Fluorophore nur in einem
Einzelbild von der Kamera registriert werden. Das bedeutet, dass für die Positionsbestimmung
der einzelnen Moleküle ein Optimum von detektierbaren Photonen zur Verfügung steht und
somit eine bessere mittlere Lokalisationsgenauigkeit erreicht wird. Die Form der Verteilung
der Lokalisationsgenauigkeit bleibt gleich, auch wenn man nur die Signale betrachtet, die mit
großer Wahrscheinlichkeit von den Alexa488-Moleküle stammen (nicht gezeigt). Eine Tren-
nung der detektierten Signale in diejenigen, die von den Alexa488-Molekülen stammen und
jene, die von anderen, photoaktivierten Molekülen der Zelle herrühren, ist über ihr zeitliches
Auftauchen während der Messung möglich. Wie bereits oben erwähnt, überwiegen bis zu einer
Zeit von ungefähr 50 s die Signale von Alexa488.
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

5.1.2 Quantitativer Vergleich der Fluoreszenzeigenschaften von GFP bei
SPDM-Messungen in verschiedenen Einbettmedien

Ähnlich wie für den Farbstoff Alexa488 wurden für eine GFP-Markierung Untersuchungen ge-
macht, die über das Verhalten der Fluorophore in unterschiedlichen Einbettmedien bezüglich
des reversiblen Bleichens Aufschluss geben sollten. Alle Präparate wurden mit einer Integra-
tionszeit von 55 ms bei gleicher Anregungsintensität aufgenommen. SPDM-Messungen an den
Präparaten, die in MEA und dem Switching-Buffer eingebettet waren, erwiesen sich als un-
möglich, da das GFP selbst bei minimaler Anregungsintensität so schnell gebleicht ist, dass
eine korrekte Einstellung der Fokusebene auf die markierten Strukturen nicht möglich war.
Eine Bestimmung des Anteils der Signale, die auf der markierten Struktur liegen, war hier
nicht möglich, da die GFP-Moleküle homogen über die gesamte Zellmembran verteilt waren.
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Abbildung 5.5:
Zeitlicher Verlauf der detektierten Signale und des Hintergrunds für GFP bei 55 ms In-
tegrationszeit. A: kumulative Darstellung der detektierten Signale pro Einzelbild. B: zeitlicher
Verlauf des Hintergrunds. Hierbei wurden die aufleuchtenden Einzelmolekülsignale aus dem Da-
tenstapel entfernt und über die Intensität aller Pixel in einem Bild gemittelt.

Abbildung 5.5 zeigt, dass auch bei der Verwendung von GFP als Fluoreszenzmarker die Wahl
des Einbettmediums eine entscheidende Rolle spielt. Die Anzahl der detektierten Fluorophore
während einer SPDM-Messung kann durch die Verwendung eines anderen Einbettmediums
um ein Vielfaches gesteigert werden. Auffällig ist auch hier wieder der Verlauf der Kurven für
die kumulative Summe der detektierten Signale bei ProlongGold. Wie bei den Messungen mit
dem organischen Farbstoff Alexa488 zeigt sich wieder ein Anstieg der Zahl der detektierten
Signale mit der Zeit. Wie bereits erwähnt, ist dieser Anstieg unabhängig von den verwendeten
Fluoreszenzmarkern und deshalb auch bei den SPDM-Messungen mit GFP zu beobachten.
Aufgrund der homogenen Verteilung der GFP-Moleküle auf der Zellmembran war eine Be-
stimmung des Anteils der Signale, die auf der markierten Struktur liegen, hier nicht möglich.
Im Vergleich zu dem organischen Farbstoff Alexa488 zeigen die Einbettmedien Mowiol und
VectaShield eine andere Wirkung auf das reversible Bleichen von GFP. Beide führen zu einer
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

vergleichbar hohen Zahl an detektierten Molekülen pro Fläche. Auffällig bei VectaShield ist
jedoch der enorm hohe Hintergrund während der Lokalisationsmessung. Dieser ist fast 5-mal
so hoch wie bei den anderen Einbettmedien. Eine erste Vermutung legt nahe, dass dadurch die
Lokalisationsgenauigkeit deutlich schlechter wäre, wie beispielsweise bei Mowiol oder Immu-
mount. Die Messungen zeigen allerdings, dass die Positionen der GFP-Moleküle in VectaShield
im Mittel sogar mit einer um 6 nm höheren Genauigkeit bestimmt werden können als bei den
übrigen Einbettmedien, was auf eine deutlich erhöhte Anzahl von emittierten Photonen pro
Einzelmolekül hindeutet. Dies kann auch ein Grund für das erhöhte Hintergrundsignal sein.

5.1.3 Einfluss des Alters der Einbettmedien auf die Fluoreszenzeigenschaften
von Alexa488 und GFP bei SPDM-Messungen

Bei den vorhergegangenen Messreihen für einen Vertreter der organischen und einen der bioge-
nen Fluoreszenzfarbstoffe wurden die SPDM-Messungen jeweils am Tag nach der Präparation
der Proben durchgeführt. Der Einfluss des Einbettmediums auf das reversible Bleichen sollte
nun anhand der gleichen Messreihen an den selben Präparaten untersucht werden, nachdem
diese ungefähr einen Monat bei 4◦C gelagert worden waren. Da ein erheblicher logistischer
Mehraufwand betrieben werden muss, um Präparate (vor allem solche von internationalen
Kooperationspartnern) möglichst kurz nach der Präparation zu vermessen, ist es wichtig zu
wissen, welchen Einfluss das Alter der Präparate auf die Qualität der Lokalisationsmessungen
hat.

Die Abbildungen 5.6, 5.7 und 5.8 zeigen eine Gegenüberstellung der Eigenschaften des jewei-
ligen Einbettmediums auf das Verhalten der Alexa488-Moleküle abhängig von dem Zeitpunkt
der Messung, bzw. dem Zeitraum der Lagerung. Es wird für jedes Einbettmedium jeweils die
kumulative Summe der detektierten Signale, die mittlere Intensität des Hintergrunds während
der Messung sowie der Anteil der Fluorophore, die auf der markierten biologischen Struktur
detektiert wurden, mit den Analysen der frischen Präparate verglichen.
Bei allen Einbettmedien ist zu erkennen, dass nach einer längeren Lagerung das Verhältnis von
Punkten, die auf der markierten Struktur detektiert werden, im Vergleich zu denen, die sich
daneben befinden, verringert (Abb. 5.6, 5.7 und 5.8, untere Reihe). Der Grund hierfür dürfte
einerseits sein, dass sich die Antikörper mit der Zeit von den Bindungsstellen an den Proteinen
ablösen und somit zu einem höheren Anteil an unspezifischen Signalen führen. Andererseits
wäre es aber auch denkbar, dass mehr autofluoreszente Moleküle aus der Zelle detektiert
werden, die nicht auf den mit dem Farbstoff markierten Strukturen liegen. Diese Annahme
resultiert zum einen daraus, dass der Effekt für die verschieden Einbettmedien unterschiedlich
ist, zum anderen, dass bei fast allen Einbettmedien ein deutlicher Anstieg der Gesamtanzahl
der detektierten Moleküle erkennbar ist (Abb. 5.6, 5.7 und 5.8, obere Reihe).
Bei den auf PBS basierenden Einbettmedien ist zu beobachten, dass der Einfluss des Alters
der Präparate am kleinsten ist (Abb. 5.6). Lediglich beim Switching-Buffer ist eine deutliche
Abnahme der Zahl der detektierten Signale, jedoch auch der Hintergrundintensität zu ver-
zeichnen. Da hier Sauerstoff reduzierende Enzyme verwendet wurden, um den Übergang in
einen reversibel gebleichten Zustand zu begünstigen, ist es zu erwarten, dass die Aktivität
dieser Enzyme mit der Zeit abnimmt.
Die kommerziell erhältlichen Einbettmedien zeigen meist eine drastische Veränderung bezüg-
lich der untersuchten Eigenschaften aufgrund des Alterungsprozesses. Fluoromount, das von
allen getesteten Einbettmedien mit (69 ± 3)% den höchsten Anteil an Fluorophoren auf der
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Struktur aufweist, lässt auch nach einer Lagerung von einem Monat noch die Detektion von
(44 ± 7)% der Signale auf der Struktur zu (Abb. 5.7A-C). Im Falle von Immumount, Mowiol
und ProlongGold verringert sich dieser Anteil um das Zwei- bis Vierfache. Bei Werten unter-
halb von ungefähr 10% ist die markierte Struktur im Lokalisationsbild nicht mehr erkennbar
und unterscheidet sich auch nicht mehr von zufallsverteilten Punkten. In diesen Fällen ist es
somit nicht mehr möglich die Lokalisationsmikroskopie zur Strukturauflösung der markierten
biologischen Strukturen zu verwenden. Da aber im konventionellen Weitfeld-Bild die markier-
ten Strukturen zu sehen sind, ist dies ein weiteres Indiz für die Annahme, dass die Abnahme
des Anteils von Signalen, die auf der markierten Struktur detektiert wurden auch von anderen
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Abbildung 5.6:
Einfluss des Alters der Präparate für PBS-basierte Einbettmedien auf SPDM-Messungen.
Gezeigt sind jeweils die kumulative Summe über die Anzahl der detektierten Signale, der zeitliche
Verlauf der Hintergrundintensität und der Anteil der Fluorophore, die auf der markierten Struktur
detektiert wurden. Die farbigen Kurven geben den Mittelwert der Messungen der frischen Präparate
wieder, die schwarzen die Mittelwerte der Messungen nach einem Monat Lagerung. Die linke Spalte
(A-C) zeigt die Ergebnisse der SPDM-Messungen für das Einbettmedium PBS, die mittlere für
10mM MEA in PBS (D-F) und die rechte Spalte für den Switching-Buffer (G-I).
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

Effekten herrühren, als nur von dem Ablösen der Antikörper von den Bindungsstellen. In Ka-
pitel 5.1.1 wurde bereits erwähnt, dass ein Großteil der detektierten Signale im Hintergrund
von Molekülen in den Zellen stammt, die ebenfalls ein reversibles Bleichverhalten aufweisen.

Abhängig von der jeweiligen Anwendung sind unterschiedliche Einbettmedien für die Prä-
paration der Proben für SPDM-Messungen zu bevorzugen. Die auf PBS basierenden Ein-
bettmedien zeigen einen relativ kleinen Einfluss des Alters der Präparate auf die Qualität
der SPDM-Messungen. Der Nachteil hier ist jedoch die kleine Gesamtanzahl von detektierten
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Abbildung 5.7:
Einfluss des Alters der Präparate für die Einbettmedien Fluoromount, Immumount und
Mowiol auf SPDM-Messungen. Gezeigt sind jeweils die kumulative Summe über die Anzahl der
detektierten Signale, der zeitliche Verlauf der Hintergrundintensität und der Anteil der Fluorophore,
die auf der markierten Struktur detektiert wurden. Die farbigen Kurven geben den Mittelwert der
Messungen der frischen Präparate wieder, die schwarzen die Mittelwerte der Messungen nach
einem Monat Lagerung. Die linke Spalte (A-C) zeigt die Ergebnisse der SPDM-Messungen für das
Einbettmedium Fluoromount, die mittlere für Immumount (D-F) und die rechte Spalte für Mowiol
(G-I).
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Fluorophoren (∼1000 bei PBS und MEA). Durch den Einsatz von Sauerstoff reduzierenden
Enzymen ist es jedoch möglich die Detektionseffizienz deutlich zu erhöhen, um mehr Fluoro-
phore detektieren zu können (ca. 2- bis 4-mal mehr als ohne Enzyme), was aber wiederum
zu einer Abhängigkeit der Qualität der Messung von dem Alter der Präparate führt. Fluoro-
mount erwies sich bei den SPDM-Messungen als das Einbettmedium, das von allen getesteten
nach einem Monat Lagerung das beste Resultat bei den Lokalisationsmessungen mit Alexa488
lieferte. Dafür ist jedoch die Gesamtanzahl der detektierten Fluorophore geringer als bei den
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Abbildung 5.8:
Einfluss des Alters der Präparate für das Einbettmedium ProlongGold auf die SPDM-
Messung. Gezeigt sind jeweils die kumulative Summe über die Anzahl der detektierten Signale,
der zeitliche Verlauf der Hintergrundintensität und der Anteil der Fluorophore, die auf der mar-
kierten Struktur detektiert wurden. Die farbigen Kurven geben den Mittelwert der Messungen
der frischen Präparate wieder, die schwarzen und grauen die Mittelwerte der Messungen nach ei-
nem Monat Lagerung. Die linke Spalte (A-C) zeigt die Ergebnisse der SPDM-Messungen für das
Einbettmedium ProlongGold versiegelt in nicht polymerisiertem Zustand, die mittlere für Prolong-
Gold, das auspolymerisiert war (D-F) und die rechte Spalte für ProlongGold gemessen bei einer
Integrationszeit von 150 ms über 300 Einzelbilder (∼50 s) (G-I).
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

anderen kommerziell erhältlichen Einbettmedien. Immumount lässt eine relativ hohe Zahl an
detektierten Molekülen zu, die im frischen Zustand des Präparats auch zu (42 ± 6)% auf der
markierten Struktur liegen. Allerdings ist bei älteren Präparaten kaum mehr ein Unterschied
zu einer Zufallsverteilung von Punkten zu erkennen. Bei Mowiol werden auf der Struktur
im frischen Zustand sowie nach einem Monat Lagerung effektiv nur sehr wenig Fluoropho-
re detektiert. Bei ProlongGold ist vor allem der extrem erhöhte Hintergrund während der
SPDM-Messungen zu beobachten. Dieser stellt das Hauptproblem für die Messungen an älte-
ren Präparaten dar. Eine Erhöhung des Anteils der auf den Strukturen detektierten Signale
kann dadurch ermöglicht werden, dass nur solche berücksichtigt werden, die in den ersten 50 s
der Messung aufgenommen werden (Abb. 5.8G-I). Wie schon bereits in Abschnitt 5.1.1 gezeigt,
überwiegt nach dieser Zeit der Anteil der Signale, die von anderen fluoreszenten Molekülen in
der Zelle stammen. Im frischen Zustand der Präparate resultiert dies in einem Anteil der auf
der Struktur detektierten Signale von ca. 40% bei einer hohen Gesamtzahl von detektierten
Fluorophoren. Die Messungen an den älteren Präparaten haben gezeigt, dass auf diese Weise
auch noch Aufnahmen mit Alexa488 in ProlongGold möglich sind.
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Abbildung 5.9:
Zeitlicher Verlauf der detektierten Signale und des Hintergrunds für GFP nach einem
Monat Lagerung. A: kumulative Darstellung der detektierten Signale pro Einzelbild. B: zeitli-
cher Verlauf des Hintergrunds. Hierbei wurden die aufleuchtenden Einzelmolekülsignale aus dem
Datenstapel entfernt und über die Intensität aller Pixel in einem Bild gemittelt.

Ebenso wie an den mit Alexa488 markierten Präparaten wurden an denen, die mit GFP
gefärbt waren, die gleichen Messreihen nach einem Monat Lagerung erneut durchgeführt, um
auch hier die Auswirkungen des Alters der Präparate auf die Ergebnisse der SPDM-Messungen
zu untersuchen.
Die kumulative Summe detektierter Signale über die Zeit für die jeweiligen Einbettmedien,
die in Abbildung 5.9A für die Messungen an den ein Monat alten Präparaten gezeigt ist, un-
terscheidet sich nur geringfügig von den Ergebnissen bei den frischen Präparaten (Abb. 5.5).
Es ist zu beobachten, dass auch im Falle der GFP-Markierung bei den älteren Präparaten
insgesamt mehr Signale detektiert werden. Eine Bestimmung des Anteils der Signale, die auf
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

der markierten Struktur liegen, war wie bei den Messungen in Abschnitt 5.1.2 nicht möglich,
da die GFP-Moleküle homogen über die gesamte Zellmembran verteilt waren. Es ist jedoch
anzunehmen, dass auch hier die Zahl der unspezifischen Signale mit dem Alter der Präparate
zunimmt.
Die mittlere Intensität des Hintergrunds während der SPDM-Messung an den älteren Prä-
paraten ist ebenfalls kaum verändert im Vergleich zu den frischen (vergl. Abb. 5.9 und 5.5).
Lediglich bei ProlongGold ist ein deutlicher Anstieg zu beobachten.

Das Einbettmedium Mowiol hat sich bei den GFP-markierten Präparaten als sehr gut ge-
eignet für SPDM-Messungen herausgestellt. Einerseits werden relativ viele Signale detektiert,
andererseits ist der Hintergrund während der Messung sehr gering. Dies schafft günstige Bedin-
gungen für die Positionsbestimmung der einzelnen Signale. Ein sehr hoher Hintergrund kann
auch zu falsch positiven Positionen führen, was in einem höheren Anteil an unspezifischeren
Punkten oder gar strukturartigen Artefakten im Lokalisationsbild resultieren kann.

5.1.4 Zusammenfassung der Ergebnisse zu den Vergleichen der Einbettmedien

In der folgenden Tabelle sind die wichtigsten Resultate der Untersuchungen der Abhängigkeit
des reversiblen Bleichens vom Einbettmedium im Bezug auf SPDM-Messungen zusammenge-
fasst. Die verschiedenen Eigenschaften und Aufnahmeparameter sind getrennt für Alexa488,
als Beispiel für einen organischen Farbstoff, und GFP, als Vertreter eines biogenen Fluoro-
phors, aufgelistet.
Die empfohlene Integrationszeit der Kamera tInt und die Anregungsintensität des Lasers ILaser
basieren auf den Resultaten der oben gezeigten Untersuchungen. Sie müssen gegebenenfalls
auf eine andere Systemkonfiguration (insbesondere Kamera) oder das biologische Präparat
angepasst werden. Die verschiedenen Eigenschaften der Einbettmedien auf das Fluoreszenz-
verhalten der Farbstoffmoleküle bei SPDM-Messungen werden in der Tabelle grob durch die
Symbole +, o und - bewertet. Die Gesamtzahl der detektierten Signale für ein Einbettmedium
wird relativ zu den anderen eingestuft. Die Spezifität gibt an, ob bei einem Einbettmedium
relativ viele oder nur wenige Signale auf der markierten Struktur detektiert wurden. Bei der
Bewertung des Hintergrundsignals während der SPDM-Messung gibt ein + einen niedrigen
Wert an, ein - entsprechend einen hohen. Der Einfluss des Alters der Präparate wird haupt-
sächlich durch die Veränderung der Spezifität angegeben. Ein + bedeutet, dass ein Präparat in
einem Einbettmedium auch nach längerer Lagerung (Messwerte für den Zeitraum von einem
Monat) noch verwertbare Messergebnisse erzielt.
Deutliches mehrfaches Aufleuchten eines einzelnen Fluorophors konnte nur bei der Verwen-
dung des Switching-Buffers als Einbettmedium beobachtet werden und ist deshalb nicht in
der Tabelle aufgeführt. Ebenso wurde die Lokalisationsgenauigkeit nicht in die Auflistung der
Eigenschaften mit aufgenommen, da hier die Unterschiede aufgrund der verschiedenen Ein-
bettmedien nur geringfügig ausgeprägt sind.
Da die Spezifität bei den Präparaten mit GFP nicht bestimmt werden konnte, sind in Klam-
mern die Ergebnisse der Messungen an den Präparaten mit Alexa488 angeben. Unter der
Annahme, dass der Unterschied der detektierten Signale neben den markierten Strukturen
hauptsächlich von fluoreszierenden reversibel bleichenden Molekülen der Zelle beeinflusst wird,
sollte sich die Spezifität bei den Messungen der GFP-Präparate ähnlich verhalten, wie die der
mit Alexa488.
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5.1 Auswirkung des Einbettmediums auf das reversible Bleichen der Fluorophore bei SPDM

SPDM-Messungen an anderen Farbstoffen zeigen, dass die Angaben in der Tabelle auf ähn-
liche Fluorophore übertragen werden können. Beispielsweise verhalten sich die Fluorophore
Alexa568 und Alexa594 sehr ähnlich zu dem hier aufgeführten Alexa488. YFP und andere
Varianten der fluoreszierenden Proteine weisen sehr ähnliche Charakteristiken auf, wie sie für
GFP gezeigt wurden.

Einbettmedium tInt ILaser Anzahl det. Spezifität Hintergrund Alter
[ms] [kW/cm2] Signale

Alexa488
Fluoromount ∼55 ∼25 o + o +
Immumount ∼55 ∼25 + o + -
Mowiol ∼55 ∼25 o o + -
ProlongGold NP ∼150 ∼25 + o - o
ProlongGold P ∼150 ∼25 + - - o
PBS ∼55 ∼25 - + + o
10mM MEA ∼55 ∼25 - + + +
Switching-Buffer <55 ∼25 + o o -

GFP
Fluoromount <55 ∼15 - (+) + �
Immumount <55 ∼15 + (o) + �
Mowiol <55 ∼15 + (o) + �
ProlongGold NP <55 ∼15 + (o) o �
ProlongGold P <55 ∼15 + (-) o �
VectaShield <55 ∼15 + � - �
PBS <55 ∼15 - (+) + �
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

5.2 Untersuchung autofluoreszenter photoschaltbarer Moleküle in
unmarkierten Zellen

In Kapitel 5.1 wurde bereits gezeigt, dass neben den Fluorophoren, die zur Markierung biolo-
gischer Strukturen verwendet wurden, auch andere Moleküle in der Zelle reversibel gebleicht
werden können und somit auch in Form von Einzelmolekülsignalen während einer SPDM-
Messung detektiert werden. Insbesondere bei der Verwendung des Einbettmediums Prolong-

Abbildung 5.10:
Lokalisationsbild einer unmarkierten Cal-51-Zelle. A: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild
vor der SPDM-Messung. Strukturelle Details sind aufgrund von Autofluoreszenz sichtbar. B:
SPDM-Aufnahme derselben Region. In beiden Bildern sind Membranstrukturen sichtbar, die sehr
hellen sphärischen Objekte nur im Lokalisationsbild. Für die Anregung wurde ein Laser der Wel-
lenlänge 488 nm verwendet. Aus [Kaufmann et al., 2011a].
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Gold trat dieser Effekt auf.
Für eine genauere Charakterisierung des Fluoreszenz- und Bleichverhaltens dieser Moleküle
wurden Präparate angefertigt, die nicht mit Fluoreszenzfarbstoffen markiert waren. Ein Ziel
war hierbei neben der Charakterisierung der photophysikalischen Eigenschaften auch die Be-
stimmung der biologischen Strukturen, auf welchen diese Signale gehäuft detektiert wurden.

5.2.1 SPDM-Messungen an unmarkierten biologischen Strukturen

Bisher war es bei der Lokalisationsmikroskopie nur möglich biologische Strukturen aufzuneh-
men, die mit fluoreszenten Farbstoffen markiert sind und sich zwischen zwei spektral un-
terschiedlichen Zuständen schalten lassen. Im Folgenden wird gezeigt, dass unter geeigneten
Bedingungen bestimmte Moleküle in der Zelle in einen reversibel gebleichten Zustand über-
führt werden können und dass die stochastische Rückkehr in den fluoreszenten Zustand, ebenso
wie bei Fluoreszenzfarbstoffen, für die Lokalisationsmikroskopie genutzt werden kann.

Es wurden zwei Brustkrebszelllinien (Cal-51 und SKBr3) verwendet, die nach Standardver-
fahren kultiviert, für die Messungen mit Formaldehyd fixiert und in ProlongGold eingebettet
wurden. Die anschließenden SPDM-Messungen wurden bei den Laserwellenlängen 488 nm
und 568 nm bei einer Anregungsintensität im Bereich von ca. 25 kW/cm2 im Objektraum
und einer Integrationszeit der Kamera von 50 ms durchgeführt. Konventionelle Weitfeldfluo-
reszenzbilder wurden bei einer um mehrere Größenordnungen geringeren Anregungsintensität
aufgenommen.

Abbildung 5.10 zeigt eine SPDM-Aufnahme bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm einer
unmarkierten Cal-51 Zelle. Im konventionellen Weitfeldbild (Abb. 5.10A), das vor den SPDM-
Messungen aufgenommen wurde, sind aufgrund von Autofluoreszenz der Kern und Membran-
strukturen sichtbar. Schaut man sich das Lokalisationsbild (Abb. 5.10B) an, so kann man
auch hier sehr deutlich dieselben Membranstrukturen erkennen, wohingegen im Zellkern nur
vergleichbar wenige Moleküle detektiert wurden. Zusätzlich zeigt das SPDM-Bild sphärische
Objekte im Zytoplasma der Zelle, die eine Größe im Bereich von wenigen µm aufweisen. Die-
se sind in dem konventionellen Weitfeldfluoreszenzbild nicht sichtbar. Durchlichtaufnahmen
zeigen jedoch ebenfalls die sphärischen Objekte, was bedeutet, dass es sich um markante biolo-
gische Strukturen handelt, die unter Bedingungen der konventionellen Fluoreszenzmikroskopie
über keine Fluoreszenz verfügen (vergl. Abb. 5.11A,B,D,E).
In dem Beispiel der Messungen an einer SKBr3-Zelle, die in Abbildung 5.11 gezeigt sind, wur-
de nach den Durchlicht- und Weitfeldfluoreszenzaufnahmen (Abb. 5.11A,B,D,E) eine SPDM-
Messung bei einer Anregungswellenlänge von 568 nm durchgeführt (Abb. 5.11F). In dem
zugehörigen Lokalisationsbild ist keinerlei Struktur zu erkennen, lediglich eine kleine Menge
zufällig verteilter Punkte. Daraus kann gefolgert werden, dass auch bei einer SPDM-Messung
mit einer Anregungswellenlänge von 568 nm die Moleküle in den sphärischen Strukturen nicht
sichtbar gemacht werden können. In Abbildung 5.11G ist das Ergebnis einer SPDM-Messung
bei 488 nm Anregungslicht dargestellt. Hier sind nun die sphärischen Objekte deutlich zu se-
hen. Führt man nach dieser Messung erneut eine SPDM-Messung mit einer Wellenlänge von
568 nm durch (Abb. 5.11H), so wird nun ebenfalls eine große Menge an Punkten auf denselben
sphärischen Strukturen detektiert, wie bei der Messung mit 488 nm. Abbildung 5.11I zeigt
die Überlagerung der beiden Lokalisationsbilder, welche verdeutlichen, dass es sich tatsächlich
um die selben Strukturen handelt.
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Abbildung 5.11:
Unmarkierte SKBr3-Zelle angeregt mit 488 nm und 568 nm. A: Durchlichtbild zeigt deutlich
einige dunkle Flecken im Zytoplasma der Zelle. B: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild, das vor
den SPDM-Messungen aufgenommen wurde. Der rote Kanal stellt die Anregung mit 568 nm dar,
der grüne die mit 488 nm. Die Objekte, die als dunkle Flecken im Durchlichtbild zu erkennen
sind, fehlen im Fluoreszenzbild (vergl. D und E). F: Lokalisationsbild einer SPDM-Aufnahme bei
568 nm. Es sind keine Strukturen wahrnehmbar. G: zweites Lokalisationsbild aufgenommen mit
einer Anregung bei 488 nm. Sphärische Objekte sind deutlich erkennbar an den Positionen, wo
im Durchlichtbild die dunklen Flecken zu sehen sind. H: Lokalisationsbild einer erneuten SPDM-
Messung mit einer Anregungswellenlänge von 568 nm, die nach der vorherigen Messung bei 488 nm
durchgeführt wurde. Die gleichen sphärischen Objekte wie bei der Anregung mit 488 nm sind zu
sehen (s. überlagertes Bild in I). Diese Strukturen wurden auch sichtbar im konventionellen Weit-
feldfluoreszenzbild, das nach den SPDM-Messungen aufgenommen wurde (J). C und K: überla-
gerte Bilder des Durchlichtbildes, des Weitfeldfluoreszenzbildes, das nach den SPDM-Messungen
aufgenommen wurde, und der beiden letzteren Lokalisationsbilder. Aus [Kaufmann et al., 2011a].
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Nach den SPDM-Messungen wurden nochmals konventionelle Weitfeldfluoreszenzbilder bei
den beiden unterschiedlichen Wellenlängen aufgenommen, in welchen die zuvor nicht detek-
tierbaren sphärischen Objekte jetzt auch deutlich zu sehen sind (Abb. 5.11J). Diese Tatsache
lässt eine Photoaktivierung durch eine hohe Anregungsintensität bei 488 nm spezieller Mole-
küle, die sich auf oder in diesen sphärischen Strukturen befinden, vermuten. Abbildung 5.11K
zeigt eine Überlagerung des Durchlichtbilds mit dem Weitfeldfluoreszenzbild, das nach den
SPDM-Messungen aufgenommen wurde, und den beiden letzteren Lokalisationsaufnahmen.
Dies verdeutlicht noch einmal die perfekte Übereinstimmung der Strukturen, die in den un-
terschiedlichen Aufnahmen zu sehen sind.
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Abbildung 5.12:
Histogramm über die Anzahl der detektierten Signale bei SPDM-Messungen mit 488 nm
und 568 nm Anregunswellenlänge. A: linearer Anstieg der Anzahl der detektierten Signale über
die Zeit der SPDM-Messung bei 488 nm (vergl. Abb. 5.10G). B: Ergebnis einer SPDM-Messung
mit 568 nm Anregungswellenlänge nach der Messung bei 488 nm (vergl. Abb. 5.10H). Hier ist
ein exponentieller Abfall im Histogramm zu erkennen. Die Balkenbreite in beiden Histogrammen
entspricht 1 s (20 Einzelbildern der Aufnahme). Aus [Kaufmann et al., 2011a].

Um das Fluoreszenzverhalten der Moleküle bei unterschiedlichen Anregungswellen genauer
zu betrachten, sind in Abbildung 5.12 die zeitlichen Verläufe der Zahl der detektierten Mole-
küle während den SPDM-Messungen mit 488 nm und 568 nm dargestellt. Betrachtet man den
Verlauf für die Messung mit 488 nm (Abb. 5.12A), so ist nach einem sehr kurzen anfänglichen
Abfall der Zahl der detektierten Moleküle ein linearer Anstieg zu beobachten. Dies bedeutet,
dass Moleküle, die vor der SPDM-Messung nicht fluoreszent waren, auf irgendeine Art und
Weise photoaktiviert werden. Hierbei könnte es sich um eine Konformationsänderung des Mo-
leküls selbst, oder aber auch um eine Änderung bei einem benachbarten Molekül, das vorher
die Fluoreszenz des anderen unterdrückt hat, handeln. Führt man nach der SPDM-Messung
mit 488 nm Anregungslicht eine mit 568 nm durch, so werden, wie oben gezeigt, Moleküle
auf den selben Strukturen detektiert. Schaut man sich den zeitlichen Verlauf der Zahl der
detektierten Moleküle bei der Messung mit 568 nm an (Abb. 5.12B), so stellt man fest, dass
diese exponentiell abfällt, wie man es bei einer SPDM-Messung an einem Fluorophor erwar-
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ten würde, bei dem keine Aktivierung zusätzlicher Moleküle stattfindet. Die beiden zeitlichen
Verläufe der Zahl der detektierten Moleküle während einer SPDM-Messung machen deutlich,
dass bei einer Anregung mit 488 nm eine Photoaktivierung bestimmter Moleküle in der Zelle
stattfindet. Bei einer Anregungswellenlänge von 568 nm ist das nicht der Fall und es wer-
den, wenn vorher keine Photoaktivierung stattfand, nur einige wenige unspezifische Signale
detektiert. Im Fall einer zuvor erfolgten Photoaktivierung werden Moleküle auf bestimmten
Strukturen detektiert und man verzeichnet eine exponentielle Abnahme der Zahl der Signale
aufgrund irreversiblen Ausbleichens über die Zeit der SPDM-Messung hinweg.
Eine detailliertere Charakterisierung der Strukturen, die in den Lokalisationsmessungen sicht-
bar werden ist in Abbildung 5.13 dargestellt. Die sphärischen Strukturen zeigen eine be-
merkenswert hohe Signaldichte von mehreren 1000 Signalen/µm2. Für zwei der sphärischen

Abbildung 5.13:
Charakterisierung der Strukturen in SPDM-Bildern unmarkierter SKBr3-Zellen. A: Weit-
feldfluoreszenzbild eines Bereichs im Zytoplasma, das nach einer SPDM-Messung bei einer Wellen-
länge von 488 nm aufgenommen wurde. B: Lokalisationsbild derselben Region. Insgesamt wurden
ca. 100.000 Signale detektiert mit einer mittleren Lokalisationsgenauigkeit von 31,5 nm. Durch
eines der sphärischen Objekte wurde ein Linienprofil (dargestellt in gelb) mit einer Breite von
200 nm gelegt. C: Vergleich der Linienprofile aus Weitfeld- und Lokalisationsbild. Beide Kurven
sind auf ihr Integral normiert. Um feine Membranstrukturen im Lokalisationsbild hervorzuheben,
wurde in einem Bereich (D) der dynamische Kontrast entsprechend angepasst. Die sphärischen
Objekte sind in dieser Darstellung stark übersättigt, da sie eine viel höhere Signaldichte aufweisen.
Aus [Kaufmann et al., 2011a].
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Objekte (markiert in orange) in Abbildung 5.13B wurde die mittlere Dichte bestimmt, welche
einen Wert von 8728 Signale/µm2 für das kleinere und 6007 Signale/µm2 für das größere er-
gab. Die Membranstrukturen, die sowohl in den konventionellen Weitfeldfluoreszenzbildern als
auch in den SPDM-Bildern sichtbar sind, weisen eine deutlich geringere Signaldichte auf. Um
sie im Lokalisationsbild neben sehr hellen sphärischen Strukturen sichtbar zu machen, wur-
de in einem Ausschnitt (Abb. 5.13D) der dynamische Bereich entsprechend angepasst. Durch
eines der sphärischen Objekte in dem Weitfeldfluoreszenzbild, das nach der SPDM-Messung
aufgenommen wurde (Abb. 5.13A) und dasselbe im Lokalisationsbild (Abb. 5.13B) wurde
ein Linienprofil gelegt (dargestellt in gelb). Abbildung 5.13C zeigt den Vergleich der beiden
Linienprofile und zeigt die deutlich erhöhte Strukturauflösung im Lokalisationsbild, die bei
ungefähr 60 nm lag.

Abbildung 5.14:
Vergleich der sphärischen Objekte mit einer Antikörpermarkierung gegen Lysosmen und
frühe Endosomen in SKBr3-Zellen. A: Weitfeldfluoreszenzbild (rot) der Antikörpermarkierung
gegen Lysosomen mit Alexa568 überlagert mit Durchlichtbild (grau). B: Weitfeldfluoreszenzbild der
Antikörpermarkierung gegen Lysosomen mit Alexa568 (rot) überlagert mit Weitfeldfluoreszenzbild
aufgenommen nach Aktivierung mit einer Anregungswellenlänge von 488nm (grün). In C und
D sind die Ergebnisse einer Antikörpermarkierung gegen frühe Endosomen analog zu A und B
dargestellt. Für beide Markierungen ist keine Übereinstimmung der Strukturen festzustellen.

Zur Feststellung, um welche biologischen Strukturen es sich bei den sphärischen Objekten
handelt, auf denen hauptsächlich die photoaktivierbaren Moleküle detektiert werden, wurde
eine Immunfärbung von Lysosomen (LAMP11 und LAMP21) und frühen Endosomen (EEA12)
durchgeführt. Diese wurden gewählt, weil sie in Größe und Form denen der sphärischen Ob-
jekte ähneln und es sich um biologische Strukturen handeln muss, die eine sehr viel höhere
Dichte aufweisen als die Umgebung, um den starken Kontrast im Durchlichtbild zu verursa-
chen, wie es in den oben gezeigten Messungen der Fall war. In Abbildung 5.14A,C sind die
Weitfeldfluoreszenzbilder der Antikörpermarkierungen mit Alexa568 den Durchlichtbildern ge-
genübergestellt. Es ist keine Kolokalisation der Fluoreszenzsignale mit den dunklen Flecken in
den Durchlichtbildern zu erkennen. Um nochmals zu verifizieren, ob es sich bei diesen Flecken
tatsächlich um die gesuchten sphärischen Objekte handelt, wurden die Präparate mit einer ent-

1Santa Cruz Biotechnology, Santa Cruz, USA
2BD Biosciences, Franklin Lakes, USA
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sprechend hohen Anregungsintensität bei 488 nm bestrahlt, um so die gewünschten Moleküle
zu photoaktivieren. Eine Überlagerung der Weitfeldfluoreszenzbilder aufgenommen nach der
Aktivierung mit den Bildern der Antikörpermarkierung sind in Abbildung 5.14B,D gezeigt. Es
ist klar ersichtlich, dass Lysosomen und frühe Endosomen für die sphärischen Strukturen aus-
geschlossen werden können. Aufgrund der bereits erwähnten hohen Brechkraft dieser Objekte
wäre es auch denkbar, dass diese Liposomen oder Lipidtröpfchen sind. Es kämen auch sog.
stress bodies [Kedersha et al., 2005] in Frage, in denen sich bei physikalischen Stress der Zelle
(z.B. Temperaturveränderung) angehaltene Translationsinitiationskomplexe anhäufen. Um die
tatsächliche Identität der sphärischen Objekte festzustellen, sind weiterführende biologische
Experimente geplant.

5.2.2 Photoaktivierbare Moleküle in der Zelle als zusätzliche Information im
Lokalisationsbild

In Kapitel 5.1 und 5.2 wurde gezeigt, dass bestimmte Moleküle in der Zelle durch die Be-
strahlung mit einer Wellenlänge von 488 nm photoaktiviert werden und ein reversibles Bleich-
verhalten aufweisen. Im Falle einer SPDM-Messung bei der entsprechenden Wellenlänge von
fluoreszenzmarkierten Strukturen in einer Zelle sind die Signale, die zusätzlich zu der eigentli-
chen Markierung unter den entsprechenden Bedingungen detektiert werden, als Störeffekt zu
betrachten. Durch das Verkürzen der Aufnahmedauer oder die Wahl eines anderen Einbett-
mediums kann dieser Effekt unterdrückt oder eliminiert werden (s. Kapitel 5.1). Andererseits
ist es jedoch denkbar, die Signale der photoaktivierten Moleküle der Zelle als zusätzliche In-
formation bei einer SPDM-Messung zu nutzen.

Abbildung 5.15 zeigt beispielhaft zwei unterschiedliche SPDM-Messungen, bei welchen die
Signale der photoaktivierten Moleküle in der Zelle als zusätzliche Farbe im Bild dargestellt
sind. Auf diese Weise können zusätzlich zu den markierten Strukturen weitere Strukturdetails
der Zelle sichtbar gemacht werden.
Für die Aufnahmen wurden jeweils SKBr3-Zellen verwendet. Im Fall der Messungen, die in
Abbildung 5.15A-C gezeigt sind, wurde das Membranprotein Her2/neu mit Alexa488 markiert.
Die SPDM-Messung erfolgte bei einer Laserwellenlänge von 488 nm und einer Anregungsin-
tensität von ca. 25 kW/cm2. Im Weitfeldfluoreszenzbild, wie auch im Lokalisationsbild, sind
die Antikörper-markierten Protein-Cluster in rot, die durch die photoaktivierten Moleküle
sichtbar gewordenen Strukturen in der Zelle in grün dargestellt. Hiermit erhält man im Lo-
kalisationsbild zusätzlich die Struktur der Membran sowie anderer Objekte, in denen sich die
photoaktivierbare Moleküle befinden. Abbildung 5.15D-F veranschaulicht, dass auch bei ei-
ner Zwei-Farben-Markierung von Her2/neu-Proteinen mit Alexa568 und Her3-Proteinen mit
Alexa488 die Signale der photoaktivierten Moleküle als dritte Farbe im Lokalisationsbild her-
angezogen werden können, um wiederum zusätzliche Strukturen der Zelle zu visualisieren.
Die Intensität der beiden Anregungswellenlängen lag bei diesen Messungen ebfalls bei ca.
25 kW/cm2.
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Abbildung 5.15:
Trennung der Fluorophore von Signalen photoaktivierter Moleküle der Zelle. A: zeitlicher
Verlauf der Anzahl der detektierten Signale während einer SPDM-Messung von Her2/neu-Proteinen
auf einer SKBr3-Zelle markiert mit Alexa488. B: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild aufgenom-
men vor der SPDM-Messung (rot) überlagert mit dem Weitfeldbild, das nach der SPDM-Messung
aufgenommen wurde (grün). C: Lokalisationsbild des gleichen Ausschnitts wie in B. In rot sind die
Signale dargestellt, die in den ersten 300 Einzelbildern detektiert wurden, in grün die Signale, die
später detektiert wurden (vergl. A). D: zeitlicher Verlauf der Anzahl der detektierten Signale wäh-
rend einer SPDM-Messung von Her2/neu-Proteinen auf einer SKBr3-Zelle markiert mit Alexa568
und Her3-Proteinen markiert mit Alexa488. E: konventionelle Weitfeldfluoreszenzbilder aufgenom-
men vor der SPDM-Messung (rot = Alexa568, grün = Alexa488) überlagert mit dem Weitfeldbild,
das nach der SPDM-Messung aufgenommen wurde (blau). F: Lokalisationsbild des gleichen Aus-
schnitts wie in E. Die in rot gezeigten Signale entsprechen der Aufnahme für Alexa568. In grün
sind jeweils die Signale dargestellt, die in den ersten 300 Einzelbildern bei einer Anregungswellen-
länge von 488 nm detektiert wurden, in blau die Signale, die bei der selben Wellenlänge in den
Einzelbildern 301-1000 detektiert wurden (vergl. D).

87



5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

5.3 Analyse von Her2/neu-Protein-Clustern in der Membran
verschiedener Brustkrebszellen

Das Transmembranprotein Her2/neu (human epidermal growth factor receptor 2, erbB2 ) ge-
hört zur Familie der Wachstumsfaktoren (epidermal growth factor receptor, EGFR) [Yarden
und Sliwkowski, 2001,Warren und Landgraf, 2006]. Es stellt einen Glykoproteinrezeptor mit
einer intrazellulären Tyrosinkinasedomäne dar. Her2/neu-Rezeptoren dienen nach Phosphory-
lierung als Bindungstellen für die Rekrutierung von anderen Proteinen und Enzymen im Zyto-
plasma. Diese lösen unterschiedliche Signalkaskaden aus, die zelluläre Prozesse wie Wachstum,
Differenzierung, Stoffwechsel und Apoptose steuern.

Abbildung 5.16:
Funktionsweise eines Rezeptorproteins. Die Kinasedomäne des Rezeptorproteins ist inkativ, bis
ein spezifischer Ligand an die externe Binderegion des Proteins koppelt. Dies führt zur Auslösung
der Signalkaskade, welche u.a. die Proliferation der Zelle stimuliert. Bei einer Überexpression des
Rezeptorproteins wird diese Stimulation entsprechend verstärkt. Mod. nach [Kuriyan, 2009].

Das Protein Her2/neu spielt eine wichtige Rolle bei der Diagnose und Therapie von Brust-
krebs. In 20-30% der Erkrankungsfälle liegt eine Überexpression dieses Proteins vor [Albanell
und Baselga, 1999], was mit einer erhöhten Sterblichkeitsrate der Patientinnen verbunden
ist [Slamon et al., 1967, Slamon et al., 1989, Elledge et al., 1992]. Therapeutische Ansätze
nutzen den gegen die extrazelluläre Domäne von Her2/neu gerichteten Antikörper Trastuzu-
mab (Herceptin), um dessen Rezeptoraktivität zu blockieren [Sawyers, 2002,Workman, 2003].
Für die Durchführung einer solchen Behandlung wird überprüft, ob eine Überexpression des
Her2/neu-Proteins vorliegt. Dies erfolgt über immunhistochemische Methoden des Tumorge-
webes oder der Fluoreszenz in situ Hybridisierung auf Genebene.
Im Folgenden wird ein Projekt vorgestellt, in dem die hohe Strukturauflösung und die Einzel-
molekülinformation der Lokalisationsmikroskopie genutzt wurde, um mehr über die räumliche
Anordnung der einzelnen Her2/neu-Proteine auf der Zellmembran und deren Rolle bei der
Entstehung von Brustkrebs in Erfahrung zu bringen.
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5.3.1 Präparation der Proben

Die Lokalisationsmessungen der Her2/neu-Proteine wurden an drei verschiedenen Zelllinien
durchgeführt. Dies ermöglicht einen Vergleich zwischen Zellen aus einem gesunden Brust-
Epithelgewebe (AG11132) mit Brustkrebszellen (Cal-51, SKBr3) sowie den Vergleich zweier
unterschiedlicher Brustkrebszelllinien (Cal-51 vs. SKBr3). In Abbildung 5.17 sind konventio-
nelle Weitfeldfluoreszenzbilder der drei unterschiedlichen Zelllinien gezeigt.

• AG11132: Zellen eines gesunden Spenders. Die Zelllinie AG111321 stammt aus
dem Brust-Epithelgewebe eines gesunden Spenders. Die Zellen wurden in MEGM (Brust-
drüsenepithelwachstumsmedium) mit 4 µl/ml Rinder-Hypophysen-Extrakt, 5 µg/ml In-
sulin, 5 ng/ml epidermaler Wachstumsfaktor, 0,5 µg/ml Hydrocortison, 10 µM Isoprote-
renol, 5 µg/ml Transferrin, 10 mM HEPES-Puffer und 2 ml/l Gentamicin/Amphotericin
kultiviert.

• Cal-51: Brustkrebszelllinie. Cal-512 stellt eine Brustkreszelllinie mit einer Überex-
pression von Her2/neu dar, die jedoch einen normalen diploiden Karyotyp besitzt. Die
Zellen wurden in DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle Medium) mit 20% FCS (Fetales
Kälberserum), 1% L-Glutamin und 1% Penicillin/Streptomycin kultiviert.

• SKBr3: Brustkrebszelllinie. SKBr33 stellt ebenfalls eine Brustkrebszelllinie dar, die
eine Amplifikation des Her2/neu-Gens und daher eine Überexpression von Her2/neu
aufweist. Sie besitzt einen hypertriploiden Chromosomensatz mit Translokationen auf
fast allen Chromosomen. Die Zellen wurden kultiviert in McCoy’s 5A Medium mit 10%
FCS (Fetales Kälberserum), 1% L-Glutamin und 1% Penicillin/Streptomycin.

Alle Zellen wurden auf Deckgläsern ausgesät und über Nacht bei 37◦C und 5% CO2 in einem
Inkubator kultiviert. Anschließend wurden die Zellen mit 4% Formaldehyd in PBS fixiert,
über Antikörper fluoreszent markiert und in ProlongGold eingebettet. Die Kultivierung der
Zellen und die Probenpräparation wurde von Dr. Patrick Müller durchgeführt (weiterführende
Erläuterungen und Details hierzu s. [Müller, 2011]). Die folgende Tabelle zeigt eine Zusam-
menfassung der verwendeten Antikörper zur Markierung der Her2/neu-Proteine.

Abkürzung Antikörper Bindungsdomäne

EXR Monoclonal-anti-Her2/neu4 extrazelluläre Domäne (Mouse IgG)
intraTR Polyclonal-anti-Her2/neu5 intrazelluläre Kinasedomäne (Rabbit IgG)
Alexa488 Alexa Fluor 4886 Sekundärantikörper (Goat anti-mouse IgG)
Alexa488 Alexa Fluor 4886 Sekundärantikörper (Goat anti-rabbit IgG)
Alexa568 Alexa Fluor 4566 Sekundärantikörper (Goat anti-mouse IgG)

1Coriell Institute, Camden, USA
2Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen, Braunschweig
3American Type Culture Collection - ATCC, Manassas, USA
4Sigma-Aldrich, St. Louis, USA
5Merck, Darmstadt
6Invitrogen, Carlsbad, USA
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Abbildung 5.17:
Zelllinien für die Untersuchung von Her2/neu-Clustern. Konventionelle Weitfeldfluoreszenz-
bilder von Her2/neu-Proteinen markiert mit Alexa488 in den unterschiedlichen Zelllinien AG11132,
Cal-51 und SKBr3.

5.3.2 Lokalisationsmessungen und statistische Analysen

Im Folgenden werden die Ergebnisse von Lokalisationsmessungen an Antikörper-markierten
Her2/neu-Proteinen auf verschiedenen Zelltypen vorgestellt. Das Hauptaugenmerk bei der
Analyse der Daten lag auf der genaueren Charakterisierung der Protein-Cluster, die auf der
Membran der Zellen lokalisiert sind.

Parameter für Lokalisationsmessungen

Für die SPDM-Messungen wurden entsprechend den verwendeten Fluorophoren Laser mit ei-
ner Wellenlänge von 488 nm und 568 nm bei einer jeweiligen Anregungsintensität im Bereich
von 20-30 kW/cm2 benutzt. Für die Aufnahmen wurde eine Integrationszeit der Kamera von
150 ms verwendet. Im Fall der Messungen an Alexa488-markierten Präparate wurden insge-
samt 500 Einzelbilder aufgenommen, bei der Färbung mit Alexa568 bestand der Datenstapel
aus 2000 Einzelbildern. Die gewählten Parameter für die SPDM-Messungen ergeben sich aus
den Erkenntnissen für die Untersuchungen des reversiblen Bleichverhalten der Fluorophore in
unterschiedlichen Einbettmedien (s. Kapitel 5.1.1 und 5.2).

Bestimmung der Cluster-Größe

Zur Identifikation und Charakterisierung der Protein-Cluster in den Lokalisationsbildern wur-
de der in Kapitel 4.3 vorgestellte Algorithmus autoclusters benutzt. Es wurden folgende
Eingabeparameter verwendet: Pixelgröße: 10 nm, Radius: 60 nm, Mindestanzahl von benach-
barten Molekülen in diesem Radius: 5, Schwellwert für lokale Dichte: 530 Punkte/µm2, Maxi-
malgröße für Cluster: 100 Punkte. Für die Bestimmung der lokalen Dichte über den Abstand
zum nächsten benachbarten Punkt wurde der Vorgang der zufälligen Neuanordung der Punk-
te, um die Lokalisationsgenauigkeit zu berücksichtigen, 100-mal wiederholt (s. Kapitel 4.3.1).
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5.3 Analyse von Her2/neu-Protein-Clustern in der Membran verschiedener Brustkrebszellen

Abbildung 5.18:
Her2/neu-Cluster auf der Membran einer SKBr3-Zelle. A: konventionelles Weitfeldfluores-
zenzbild von Alexa488-markierten Her2/neu-Proteinen. B: Lokalisationsbild derselben Region wie
in A. C: Ergebnis des Algorithmus clusters_v3 zur Identifikation der Protein-Cluster. Die Posi-
tionen der einzelnen Moleküle sind durch schwarze Punkte repräsentiert, die Cluster sind orange
gefärbt. Der Schwellwert für die lokale Dichte wurde auf 530 Punkte/μm2 gesetzt. Aus [Kaufmann
et al., 2011b].
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Die Wahl dieser Eingabeparameter führt dazu, dass die Wahrscheinlichkeit einen zufällig ge-
formten Cluster in einer zufälligen Verteilung von Punkten mit derselben mittleren Punkt-
dichte und derselben Gesamtzahl von Punkten wie für die Lokalisationsdaten zu finden auf
unter 0,1% fällt.

Abbildung 5.18 zeigt beispielhaft Aufnahmen von Alexa488-markierten Her2/neu-Proteinen
in einem Ausschnitt einer Region auf der Membran einer SKBr3-Zelle. Das konventionelle
Weitfeldfluoreszenzbild (Abb. 5.18A) ist dem Lokalisationsbild (Abb. 5.18B) gegenüberge-
stellt. Hier ist die deutliche Erhöhung der Strukturauflösung im Lokalisationsbild aufgrund
einer mittleren Lokalisationsgenauigkeit von ungefähr 25 nm klar erkennbar. In Abbildung
5.18C ist das Ergebnis des Algorithmus zur Cluster-Identifikation mit den oben beschriebenen
Parametern veranschaulicht.

Zur Bestimmung der Cluster-Größe wurden insgesamt 176 Lokalisationsaufnahmen von Mem-
branregionen auf den unterschiedlichen Zelllinien mit dem Algorithmus autoclusters ausge-
wertet. Der Mittelwert des Durchmessers von 20.637 Her2/neu-Clustern ergab sich zu 67 nm
mit einer Standardabweichung von 21 nm (s. Abb. 5.19A). Die mittlere Dichte detektierter
Signale innerhalb eines Clusters beträgt ungefähr 2400 Punkte/µm2.
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Abbildung 5.19:
Durchmesser der Her2/neu-Cluster. A: Histogramm über den Durchmesser der Her2/neu-
Cluster. Die Verteilung hat einen Mittelwert von 67 nm mit einer Standardabweichung von 21 nm.
Ausgewertet wurden 20.637 Protein-Cluster aus 176 SPDM-Messungen. Aus [Kaufmann et al.,
2011b]. B: getrennte Darstellung der Cluster-Größe für die unterschiedlichen Zelllinien und ver-
schiedene Antikörpermarkierungen. Die Häufigkeit ist normiert auf die jeweilige Gesamtzahl von
Clustern.

Um den Einfluss der verwendeten Antikörper auf das Ergebnis der Cluster-Größe zu untersu-
chen, wurden SPDM-Messungen an Präparaten mit Primärantikörper gegen die extrazelluläre
Domäne von Her2/neu sowie gegen die intrazelluläre Domäne durchgeführt. Bei der Analy-
se der Cluster-Größe ist kein Unterschied für die verschiedenen Markierungen festzustellen.
Ebenso wurde der Einfluss von den verwendeten Fluorophoren überprüft. Auch die Bestim-
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mung des Durchmessers der Her2/neu-Cluster für sekundäre Antikörper mit Alexa488 oder
Alexa568 zeigte keinen Unterschied bezüglich der Antikörpermarkierung. In Abbildung 5.19B
ist der Durchmesser der Protein-Cluster getrennt für die unterschiedlichen Markierungen auf-
getragen.

Vergleicht man nun die Größe der Her2/neu-Cluster auf den unterschiedlichen Zelltypen, so
stellt man fest, dass der Durchmesser der Cluster bei allen gleich ist (vergl. Abb. 5.19). Die Grö-
ße der Her2/neu-Cluster ist folglich von der Gesamtzahl der Her2/neu-Proteine auf der Zell-
membran unabhängig, was in Übereinstimmung mit Untersuchungen durch optische Raster-
nahfeldmikroskopie (SNOM, scanning near-field optical microscopy) von Her2/neu-Proteinen
ist [Nagy et al., 1999].
Die erhöhte Strukturauflösung der Lokalisationsmikroskopie lässt einerseits eine genauere Un-
tersuchung der Größe der Her2/neu-Cluster zu, andererseits reicht diese Information jedoch
nicht aus, um Unterschiede zwischen den verschiedenen Zelltypen auf dem Niveau der einzel-
nen Protein-Cluster zu bestimmen.

Distanzanalysen auf dem Einzelmolekülniveau

Für eine genauere Analyse der Verteilung der einzelnen Proteine auf der Membran der un-
terschiedlichen Zellen wurden die Distanzen zwischen den einzelnen Molekülpositionen in den
Lokalisationsbildern bestimmt. Diese geben Aufschluss über den prozentualen Anteil der Mo-
leküle, die innerhalb eines Clusters detektiert wurden und somit über einen Unterschied zu
einer zufälligen Punktverteilung mit gleicher mittlerer Punktdichte und gleicher Gesamtzahl
von Punkten. Zudem ermöglichen diese Analysen auch einen sehr präzisen Vergleich von Pro-
teinverteilungen auf unterschiedlichen Zelllinien.

Abbildung 5.20A zeigt die Verteilungen aller Distanzen zwischen den einzelnen Molekülpo-
sitionen in den Lokalisationsbildern der verschiedenen Zelllinien. Zu jedem Lokalisationsda-
tensatz wurde eine zufällige Verteilung von Punkten generiert, deren mittlere Punktdichte
und Gesamtzahl von Punkten denen im Lokalisationsbild entspricht. Auf diesen simulierten
Daten wurden die gleichen Analysen durchgeführt, wie für die Daten der SPDM-Messungen.
Die Verteilung der Distanzen in den simulierten Zufallsdaten sind in dem Histogramm in
Abbildung 5.20A als gestrichelte Linie eingetragen. Daraus ist klar ersichtlich, dass die Di-
stanzverteilungen in den Lokalisationsdaten von denen zufällig verteilter Punkte abweicht.
Bei allen drei Zelllinien ist eine deutlich erhöhte Anzahl von kleinen Distanzen (<100 nm) im
Vergleich zu den Zufallsdaten zu beobachten. Dies ist allgemein ein Indikator, dass Strukturen
im Lokalisationsbild vorhanden sind - in diesem Fall Protein-Cluster. Die Distanzverteilung
der Her2/neu-Proteine auf der Membran der Zellen von einem gesunden Spender (AG11132)
weicht sehr deutlich von den beiden Verteilungen bei den Krebszelllinien (Cal-51, SKBr3)
ab. Die relative Anzahl von kleinen Distanzen ist um ein Vielfaches geringer als es bei den
Distanzverteilungen der beiden Krebszelllinien der Fall ist. Die relative Anzahl der kleinen
Distanzen zischen den Proteinen auf den Cal-51-Zellen ist ebenfalls merklich geringer als im
Fall der SKBr3-Zellen. Diese Ergebnisse lassen zunächst mehrere Schlussfolgerung zu: a) Es
gibt unterschiedlich viele Her2/neu-Cluster auf den verschieden Zelllinien, wobei sich die meis-
ten auf den SKBr3-Zellen befinden gefolgt von den Cal-51-Zellen und den AG11132-Zellen. b)
Die Her2/neu-Cluster sind unterschiedlich groß, wobei die auf der Membran der SKBr3-Zellen
am größten sind und die in AG11132 am kleinsten. c) Die Cluster weisen eine unterschiedlich
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Abbildung 5.20:
Vergleich der drei verschiedenen Zelllinien auf dem Einzelmolekülniveau. A: Histogramme
über alle Distanzen zwischen den einzelnen Molekülpositionen in den Lokalisationsbildern bis zu
200 nm. Bei allen drei Verteilungen ist ein klarer Unterschied zu einer entsprechenden Zufallsver-
teilung von Punkten zu beobachten. Auch ist ein deutlicher Unterschied zwischen den einzelnen
Zelllinien erkennbar. B zeigt die Ergebnisse der gleichen Analyse wie in A jedoch nur für Signale,
die innerhalb eines Clusters detektiert wurden. Auch hier ist ein signifikanter Unterschied zwischen
den Distanzverteilungen der verschiedenen Zelllinien zu sehen. C: 2D-Histogramme, welche die
Anzahl der detektierten Signale innerhalb eines Clusters gegen den Cluster-Durchmesser zeigen.
Die unterschiedlichen Zelltypen sind farblich, die Häufigkeit als Helligkeit der Pixel kodiert. Un-
terschiede zwischen den Zellen des gesunden Spenders (AG11132) und den Krebszellen (Cal-51,
SKBr3) sind klar ersichtlich. Die Unterschiede zwischen den beiden Krebszelllinien sind in dieser
Darstellung kaum erkennbar. Aus [Kaufmann et al., 2011b].

hohe Proteindichte auf (höchste Dichte bei SKBr3-Zellen, kleinste bei AG11132-Zellen). d)
Eine Mischung aus den Fällen a) bis c).
Um die Unterschiede der Proteinverteilungen zwischen den verschiedenen Zelllinien genauer
zu verstehen, wurden die gleichen Distanzanalysen wie zuvor durchgeführt, jedoch nur für die
Signale, die innerhalb von Clustern detektiert wurden. Abbildung 5.20B zeigt die Ergebnisse
für die drei unterschiedlichen Zelllinien. Auch hier ist ein signifikanter Unterschied zwischen
den Distanzverteilungen der Her2/neu-Proteine innerhalb der Cluster auf den verschiedenen
Zelllinien zu beobachten.
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Abbildung 5.21:
Distanzanalysen von Her2/neu auf den verschiedenen Zelllinien bei unterschiedlicher An-
tikörpermarkierung. Links sind die Distanzanalysen für alle Distanzen zwischen den einzelnen
Molekülpositionen gezeigt, rechts die Verteilungen der Abstände zum nächsten benachbarten Mo-
lekül. Die Häufigkeiten sind auf die jeweilige Gesamtzahl der Distanzen normiert. A und B zeigen
die Distanzverteilungen für die extrazelluläre Markierung mit Alexa488, C und D mit Alexa568. In
den Histogrammen in E und F sind die Ergebnisse für die intrazelluläre Markierung mit Alexa488
dargestellt.
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Verbindet man diese Erkenntnis mit dem Ergebnis der Bestimmung der Cluster-Größe, wel-
che gezeigt hat, dass es keine klaren Unterschiede bezüglich des Durchmessers der Cluster
gibt, so ist die Folgerung, dass die Proteindichte innerhalb der Her2/neu-Cluster für die drei
verschiedenen Zelltypen unterschiedlich ist. In den Clustern auf der Membran der Zellen von
einem gesunden Spender (AG11132) ist die Proteindichte im Mittel am geringsten. Für die
beiden Krebszelllinien ist sie höher. Im Falle von SKBr3, der Zelllinie mit dem hypertriploiden
Chromosomensatz, ist die Dichte von Her2/neu-Proteinen innerhalb der Cluster höher als bei
den Cal-51-Zellen, welche einen normalen Karyotyp aufweisen.
Eine Zusammenfassung der Distanzanalysen für die verschiedenen Antikörpermarkierungen
von Her2/neu ist in Abbildung 5.21 gezeigt. Es werden jeweils die Verteilungen aller Distanzen
bis zu 200 nm zwischen den einzelnen Molekülpositionen sowie die Verteilungen der Abstände
zum nächsten benachbarten Molekül aufgeführt. Abbildung 5.21A,B stellt die Ergebnisse für
die extrazelluläre Markierung mit Alexa488 für alle drei Zelllinien dar. Für die extrazellulä-
re Markierung mit Alexa568 (Abb. 5.21C,D) und die intrazelluläre Markierung mit Alexa488
(Abb. 5.21E,F) wurden die SPDM-Messungen nur für die beiden Krebszelllinien durchgeführt.
Die Analysen der Nächsten-Nachbar-Distanzen spiegeln die Her2/neu-Verteilung innerhalb der
Cluster wider. Diese Kontrollmessungen mit unterschiedlichen Antikörpern und verschiedenen
Fluorophoren bestätigen die oben beschriebenen Ergebnisse für die Verteilung der Her2/neu-
Proteine auf der Membran der drei verschiedenen Zelllinien.
In Abbildung 5.20C ist der Unterschied in der Proteindichte für die drei Zelllinien direkt in
zweidimensionalen Histogrammen veranschaulicht. Hierbei ist die Anzahl der detektierten Si-
gnale innerhalb eines Clusters gegen den Cluster-Durchmesser aufgetragen. Die Zelltypen sind
farblich kodiert, die Häufigkeit wird durch die Helligkeit der Pixel repräsentiert. In den beiden
oberen Histogrammen ist die Verteilung für die Zellen des gesunden Spenders in grün, die
für die Krebszellen in rot dargestellt. Vergleicht man hier die Anzahl von Her2/neu-Proteinen
in einem Cluster auf einer Krebszelle mit dem auf einer Zelle des gesunden Spenders, so ist
ersichtlich, dass sich eine höhere Anzahl von Her2/neu-Proteinen in einem Cluster auf einer
Krebszelle als in einem Cluster der gleichen Größe auf einer Zelle des gesunden Spenders be-
finden. Der Unterschied zwischen den beiden Krebszelllinien ist in dieser Darstellung nicht zu
erkennen.

Die Distanzanalysen der Her2/neu-Proteine auf der Zellmembran lassen eine Unterscheidung
der verschiedenen Zelltypen auf dem Einzelmolekülniveau zu. Kombiniert mit der Information
über die Struktur/Größe der Cluster ist eine genaue Charakterisierung der Proteinverteilung
auf der Membran der drei unterschiedlichen Zelllinien möglich.

Kombination der Analysen auf dem Einzelmolekülniveau mit der Information über die
globale Proteinmenge auf Zellniveau im Rahmen einer FACS-Analyse

Konventionelle Verfahren wie die Durchflusszytometrie (FACS, fluorescence-activated cell sor-
ting) erlauben unter einem hohen Durchsatz eine schnelle Bestimmung der relativen Anzahl
von fluoreszenzmarkierten Proteinen in Zellen. Hierbei erhält man jedoch nur eine globale
mittlere Anzahl von Proteinen in der gesamten Zelle. Analysen mit der Lokalisationsmikros-
kopie ermöglichen hingegen eine Bestimmung der Proteinverteilung auf dem Niveau einzelner
Moleküle. Die lokale, sehr detaillierte Information über die Verteilung der einzelnen Proteine
kann durch die Verbindung der beiden Methoden auf die gesamte Zelle extrapoliert werden.
Zur Bestimmung der relativen Anzahlen der Her2/neu-Proteine auf den drei verschiedenen
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Zelltypen wurde hierzu von Dipl.-Biol. Benjamin Fiebiger1 eine FACS-Analyse an den mit
Alexa488 markierten Zellen durchgeführt. Die wichtigsten Ergebnisse sind in Abbildung 5.22
und in der nachfolgenden Tabelle zusammengefasst.

Abbildung 5.22:
FACS-Analysen für Her2/neu. Die Ergebnisse der FACS-Analysen für Her2/neu auf den drei
unterschiedlichen Zelllinien sind in den Histogrammen dargestellt. Die grünen Verteilungen reprä-
sentieren die Messungen der mit Alexa488 markierten Zellen, in rot sind die jeweiligen Negativ-
kontrollen der ungefärbten Zellen gezeigt.

Zelllinie Mittelwert der geometrisches Mittel Median der
Intensität [a.u.] der Intensität [a.u.] Intensität [a.u.]

negativ Kontrollen
AG11132 2,26 2,20 2,23
Cal-51 2,63 2,52 2,57
SKBr3 2,90 2,79 2,61
Her2/neu EXR-Alexa488
AG11132 13,34 12,84 12,86
Cal-51 21,10 19,64 20,35
SKBr3 33,40 31,70 33,08

Zusammen mit den Daten der FACS-Analyse stehen nun verschiedene Parameter zur Cha-
rakterisierung der Verteilung der Her2/neu-Proteine auf den unterschiedlichen Zellen zur Ver-
fügung. Für jede Zelllinie i wurden ermittelt:
N i
ges: relative Gesamtzahl der Proteine in der Zelle.

Di
alle: relative Anzahl von kleinen Distanzen in Bezug auf alle detektierten Moleküle.

Di
cl: relative Anzahl der Distanzen von Molekülen in Clustern.

ρicl: Dichte der Cluster auf der Zellmembran.

Der Zusammenhang der einzelnen Messgrößen kann durch die folgende Gleichung ausgedrückt
werden:

1Helmholtz Zentrum München

97



5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Di
cl

Dj
cl

· ρ
i
cl

ρjcl
·
N i
ges

N j
ges

=
Di
alle

Dj
alle

⇐⇒ ρicl
ρjcl

=

Di
alle

Dj
alle

Di
cl

Dj
cl

·
N i
ges

N j
ges

.

Da alle Messgrößen (abgesehen von der Cluster-Dichte) nur als relative Werte vorliegen, wer-
den in der obigen Gleichung die jeweiligen Verhältnisse für die Zelllinie i und j betrachtet.
Die Information der Her2/neu-Proteindichte innerhalb der Cluster Dcl wird kombiniert mit
der Dichte der Cluster auf der Membran ρcl und der Gesamtzahl der Her2/neu-Proteine in
der Zelle Nges. Hieraus ergibt sich theoretisch die gleiche Information, wie aus der Analyse der
Distanzverteilungen aller Her2/neu-Proteine Dalle, die in den SPDM-Messungen detektiert
wurden. Da die Cluster-Dichte die Messgröße ist, die mit den größten Fehlern behaftet ist,
wird die Gleichung umgeformt, so dass das Verhältnis der Cluster-Dichte aus den präziseren
Messwerten berechnet und mit den tatsächlichen Messwerten verglichen werden kann.

Zelllinien
Di
alle

Dj
alle

Di
cl

Dj
cl

N i
ges

N j
ges

ρicl

ρjcl
berechnet

ρicl

ρjcl
gemessen

AG11132/Cal-51 0,28 ± 0,06 0,94 ± 0,06 0,65 ± 0,04 0,46 ± 0,11 0,29 ± 0,17

AG11132/SKBr3 0,23 ± 0,06 0,85 ± 0,06 0,41 ± 0,03 0,58 ± 0,18 0,47 ± 0,32

Cal-51/SKBr3 0,81 ± 0,03 0,91 ± 0,06 0,62 ± 0,02 1,44 ± 0,12 1,63 ± 0,90

Die berechneten Werte für die Verhältnisse der Cluster-Dichten bestätigen die Messwerte
aus den Analysen der Lokalisationsdaten. Für die Zellen des gesunden Spenders (AG11132)
wurde im Vergleich die kleinste Dichte ρcl von Her2/neu-Clustern gemessen. Sie beträgt
im Mittel 0,30/µm2 mit einer Standardabweichung von 0,15/µm2. Interessanterweise ist die
Cluster-Dichte auf den Cal-51-Zellen mit einem Mittelwert von 1,04/µm2 und einer Stan-
dardabweichung von 0,33/µm2 höher als die auf den SKBr3-Zellen, bei denen die Dichte der
Her2/neu-Cluster im Mittel 0,64/µm2 mit einer Standardabweichung von 0,29/µm2 beträgt.
Diese Tatsache ist in sofern bemerkenswert, da auf den SKBr3-Zellen insgesamt deutlich mehr
Her2/neu-Proteine vorhanden sind. Eine erhöhte Dichte der Her2/neu-Cluster auf den Cal-
51-Zellen könnte ein Hinweis darauf sein, weshalb diese Zelllinie krebsartig ist, obwohl sie
keine Amplifikation des Her2/neu-Gens aufweist, wie es bei SKBr3 der Fall ist [Albanell und
Baselga, 1999].

5.3.3 Zwei-Farben-3D-Lokalisationsmikroskopie von Her2/neu- und
Her3-Protein-Clustern

Die bisher aufgeführten Lokalisationsmessungen haben sich alle auf die laterale Ebene be-
schränkt. Um mehr über die räumliche Anordnung der Protein-Cluster in allen drei Raum-
richtungen zu erfahren, wurde durch die Verbindung von SPDM mit der SMI-Mikroskopie
(s. Kapitel 2.3.3 und 4.6) eine Zwei-Farben-3D-Lokalisationsmessung von Her2/neu- und
Her3-Clustern realisiert. Die hierfür verwendete Zelllinie war AG11132. Der Membranrezeptor
Her2/neu wurde mit Alexa568 markiert, Her3 mit Alexa488. Alle anderen Schritte der Mar-
kierung entsprachen den oben aufgeführten Lokalisationsmessungen an Her2/neu-Proteinen.
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Aufnahmeprozedur

Die Aufnahmen zur dreidimensionalen Rekonstruktion der Protein-Cluster auf der Zellmem-
bran wurden sequentiell durchgeführt. Nach den konventionellen Weitfeldfluoreszenzbildern
wurden nacheinander jeweils eine Objekt-Rasterung sowie eine Phasen-Rasterung bei einer
Anregungswellenlänge von 568 nm und 488 nm aufgezeichnet. Nach den SMI-Aufnahmen fan-
den die SPDM-Messungen statt. Um zu verhindern, dass beide Fluorophortypen schon bei
der ersten Messung aufgrund der hohen Laserintensitäten gebleicht werden, erfolgte zuerst die
Messung bei 568 nm. Anschließend wurde die SPDM-Messung bei 488 nm durchgeführt. Die
Anregungsintensitäten der beiden Laserwellenlängen entsprach denen für die oben aufgeführ-
ten 2D-Lokalisationsmessungen. Für die Aufnahmen bei den unterschiedlichen Anregungswel-
lenlängen wurden jeweils die entsprechenden Sperrfilter verwendet (s. Kapitel 3.1.1).

Laterale Korrektur der chromatischen und der mechanischen Verschiebung

Für die Bestimmung und Korrektur der mechanischen sowie der chromatischen Verschiebung
zwischen den SPDM-Aufnahmen bei den Anregungswellenlängen von 568 nm und 488 nm,
wurden 100 nm große fluoreszierende Beads (TetraSpeck1) als Referenzobjekte dem Präparat
hinzugefügt. Da diese sich auf den Zellen und dem Deckglas ablagerten, befanden sie sich in
derselben axialen Ebene, in der die Messungen durchgeführt wurden. Die SPDM-Messungen
wurden mit zwei verschiedenen Varianten des Algorithmus SPDM ausgewertet (Details s. Ka-
pitel 3.2.1). Die Methode, die auf dem Differenzdatenstapel basiert, lieferte die Signale der
markierten Proteine, da auf diese Weise nur die Positionen der “blinkenden“ Signale bestimmt
werden. Die auf den Rohdaten basierende Methode ermöglicht zusätzlich die Positionsbestim-
mung der konstant bleichenden Beads, da hier die Positionen von allen Signalen im Datenstapel
bestimmt werden, unabhängig von ihrem zeitlichen Verhalten. Aus diesen Informationen kann
die mechanische und die chromatische Verschiebung zwischen beiden Lokalisationsbildern in
der lateralen Ebene bestimmt und korrigiert werden.

Bestimmung der axialen Informationen aus den SMI-Aufnahmen und chromatische
Korrektur in axialer Richtung

Mithilfe des in Kapitel 4.6 vorgestellten Algorithmus zrecon wurden die axialen Positionen
und Ausdehnungen der Protein-Cluster anhand der Phasen-Rasterungen für die beiden An-
regungswellenlängen bestimmt. Aus den axialen Positionen der Beads kann die chromatische
Verschiebung entlang dieser Richtung zwischen den Aufnahmen der beiden Wellenlängen be-
stimmt und korrigiert werden. Dafür wurden zunächst die Positionen der Beads über die
Anpassung einer Gauß-Verteilung in axialer Richtung der Objekt-Rasterung bestimmt. In
Abbildung 5.23A sind die axialen Positionen der Beads für die beiden Anregungswellenlängen
eingetragen. Für die beiden Beads auf der rechten Seite des Bildes beträgt der axiale Versatz
zwischen der Aufnahme bei 488 nm und der bei 568 nm ungefähr 60 nm. Betrachtet man den
Bead links unten, so ist ein axialer Versatz von 80 nm zu verzeichnen. Diese Inhomogenität in
der einen Richtung des Bildes ist auf eine nicht ganz symmetrische Ausrichtung des stehenden
Wellenfeldes entlang der optischen Achse zurückzuführen. Für die kleine Region (s. Markie-
rung in Abb. 5.23A), in der die 3D-Rekonstruktion durchgeführt wurde, kann ein homogener
Versatz angenommen werden. Aus der Positionsbestimmung der Beads folgt eine Korrektur

1Invitrogen, Carlsbad, USA
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Abbildung 5.23:
Bestimmung der axialen Position der Moleküle in den Protein-Clustern. A: Lokalisations-
bilder des mit der auf den Rohdaten basierten Methode des Algorithmus SPDM ausgewerteten Daten.
Die Anzahl der detektierten Signale an den Positionen der Beads ist deutlich erhöht gegenüber den
Signalen der Antikörpermarkierung. Im Bild ist der laterale Versatz zwischen der Aufnahme bei
einer Anregungswellenlänge von 568 nm (rot) zu der Aufnahme bei 488 nm (grün) zu erkennen.
Zusätzlich sind den Beads ihre axialen Positionen zugeordnet. Hier wird die chromatische Verschie-
bung in axialer Richtung deutlich. B: Lokalisationsbild aufgenommen mit 488 nm Anregungslicht
der Region, die in A markiert ist. Die axiale Position der einzelnen Moleküle ist farbkodiert. C:
dieselbe Region wie in B aufgenommen bei 568 nm. Die Bilder in B und C sind bereits vollständig
auf mechanische und chromatische Verschiebungen in allen drei Raumrichtungen korrigiert.

um +80 nm der axialen Molekülpositionen in der Aufnahme bei einer Anregungswellenlänge
von 568 nm.
Zur Überprüfung der axialen Positionen der Protein-Cluster, die mithilfe des Algorithmus
zrecon aus der Phasen-Rasterung gewonnen wurden, erfolgte eine manuelle Überprüfung der
Positionsinformation anhand der Objekt-Rasterung. Durch Anpassen einer Gauß-Verteilung
entlang der axialen Richtung des Datenstapels wurden die Positionen der Cluster erneut be-
stimmt und mit denen aus der Phasen-Rasterung verglichen. Dadurch ist auch eine eindeutige
Positionsbestimmung der Objekte möglich, die weiter voneinander entfernt sind und aufgrund
der Phasensprünge im Phasenbild nicht die korrekte Position vom Algorithmus zugeordnet
bekommen (Details s. Kapitel 4.6).
Abbildung 5.23B,C zeigt die Lokalisationsbilder mit farblich kodierten axialen Positionen für
die Aufnahme mit 488 nm sowie 568 nm. Hierbei wurden bereits der chromatische und der
mechanische Versatz in alle drei Raumrichtungen mit den oben beschriebenen Methoden kor-
rigiert.

Visualisierung der Zwei-Farben-3D-Information

Der in Kapitel 4.6 beschrieben Algorithmus phase3d wurde dazu verwendet, dreidimensionale
Datenstapel für die Aufnahmen der beiden Wellenlängen zu generieren. Jeder Datenstapel
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5.3 Analyse von Her2/neu-Protein-Clustern in der Membran verschiedener Brustkrebszellen

repräsentiert die Positionen der einzelnen detektierten Moleküle im Raum sowie die axiale
Ausdehnung der Strukturen, auf denen sie sich befinden. Beide Datensätze wurden zu einem
3D-Bild zusammengefügt, so dass die Farbkodierung die jeweilige Anregungswellenlänge wi-
derspiegelt.

Durch Kombination von SMI- und Lokalisationsmikroskopie war es möglich die Positionen
der Protein-Cluster in allen drei Raumrichtungen mit einer mittleren Lokalisationsgenauig-
keit von ca. 25 nm zu bestimmen. Dies erlaubt eine erste dreidimensionale Untersuchung der
Verteilung von Her2/neu- und Her3-Proteinen auf der Membran einer Zelle. In Abbildung 5.24
ist eine Zwei-Farben-3D-SPDM-Messung von Her2/neu- und Her3-Clustern auf der Membran
einer AG11132-Zelle gezeigt. Hierbei wurden die Her2/neu-Proteine mit Alexa568 und die
Her3-Proteine mit Alexa488 über Antikörper markiert. Abbildung 5.24A spiegelt eine konven-
tionelle Weitfeldfluoreszaufnahme einer dieser Zellen wider. Für die 3D-Rekonstruktion wurde
ein kleiner Bereich auf der Membran der Zelle ausgewählt. Dieser ist im Bild durch einen Pfeil
markiert und vergrößert in Abbildung 5.24B dargestellt. Daneben befindet sich das zugehörige
2D-Lokalisationsbild (Abb. 5.24C). Die 3D-Rekonstruktion aus der Kombination von SPDM-

Abbildung 5.24:
3D-Rekonstruktion einer Zwei-Farbenaufnahme von Her2/neu und Her3. A: konventionel-
les Weitfeldfluoreszenzbild einer AG11132-Zelle. Her2/neu ist markiert mit Alexa568 (rot), Her3
mit Alexa488 (grün). B: vergrößerter Ausschnitt einer kleinen Region in A (s. Pfeil). C: 2D-
Lokalisationsbild derselben Region wie in B. D und E zeigen eine 3D-Rekonstruktion der Protein-
Cluster, die durch die Kombination von SPDM mit SMI-Mikroskopie (s. Kapitel 4.6) erreicht wurde.
Die Lokalisationsgenauigkeit in allen drei Raumrichtungen beträgt ca. 25 nm. Der Maßstab in D
und E ist 500 nm in x-, y- und z-Richtung. Aus [Kaufmann et al., 2011b].
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

und SMI-Messung ist in Abbildung 5.24D,E gezeigt. Hier ist die räumliche Anordnung der
unterschiedlichen Protein-Cluster auf der Zellmembran mit einer Genauigkeit von weniger als
25 nm zu beobachten.
Im Vergleich zu dem 2D-Lokalisationsbild werden einige Signale in der 3D-Rekonstruktion
nicht wiedergegeben. Dies liegt einerseits daran, dass Signale mit einem schlechten Signal-
Rausch-Verhältnis, deren axiale Position oder Ausdehnung nicht eindeutig bestimmt werden
kann, nicht in der 3D-Rekonstruktion dargestellt werden. Andererseits ist die Lokalisationsmi-
kroskopie sensitiver für einzelne Moleküle als die konventionelle Weitfeldfluoreszenzmikrosko-
pie, auf deren Basis die SMI-Aufnahmen durchgeführt werden. Signale, die hier nicht detektiert
werden, fehlen somit auch in der 3D-Rekonstruktion.
Die Zwei-Farben-3D-Lokalisationsaufnahme von Her2/neu- und Her3-Protein-Clustern ermög-
licht einen ersten Einblick in deren räumliche Anordnung auf der Plasmamembran der Zellen
mit einer bisher unerreichten Strukturauflösung.
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5.4 Strukturanalyse von Tight Junction-Netzwerken anhand von Claudin-Proteinen

5.4 Strukturanalyse von Tight Junction-Netzwerken anhand von
Claudin-Proteinen

Tight Junctions halten benachbarte Zellen des Epithelgewebes zusammen und formen eine
Diffusionsbarriere für den parazellulären Transport von Molekülen und Ionen. Abbildung 5.25
zeigt eine schematische Darstellung von Tight Junctions zwischen zwei benachbarten Zellen.
Zu ihren Funktionen gehören unter anderem das Aufrechterhalten der Polarität von Zellen
sowie der Blut-Hirn-Schranke.

Abbildung 5.25:
Strukturmodell der Tight Junc-
tions. Proteine in der äußeren Plas-
mamembranschicht halten die beiden
benachbarten Zellen zusammen. Auf
diese Weise wird der Raum zwischen
ihnen so abgedichtet, dass keine Mo-
leküle hindurch diffundieren können.
Aus [Alberts et al., 1995].

Mithilfe der Elektronenmikroskopie konnte gezeigt werden, dass Tight Junctions aus Prote-
inkomplexen unterschiedlicher Membranproteine zusammengesetzt sind [Staehelin, 1974]. Die
wichtigsten stellen die Transmembranproteine aus der Familie der Claudine dar, welche das
Polymerrückgrat der Tight Junctions bilden [Morita et al., 1999, Piontek et al., 2008]. Die
verschiedenen Claudin-Subtypen unterscheiden sich in ihrer Verteilung und der von ihnen ge-
formten Netzwerkstruktur auf der Zellmembran sowie ihren Funktionen innerhalb der Tight
Junctions [Krause et al., 2008]. Die in der vorliegenden Arbeit untersuchten Proteine Claudin-
3 und Claudin-5 zählen beide zu den Barriere-bildenden Subtypen.

Um die regulierende Funktion der Tight Junctions besser verstehen zu können, ist die Un-
tersuchung ihrer Morphologie von großer Relevanz. Im Folgenden wird eine auf der Lokalisa-
tionsmikroskopie basierende quantitative Analyse der von Claudin-3 und Claudin-5 gebilde-
ten Netzwerkstrukturen gezeigt. Diese liefert einen detaillierteren Einblick in den Aufbau von
Tight Junctions als es bisher möglich war.

5.4.1 Präparation der Proben

Die Lokalisationsmessungen wurden an HEK293-Zellen durchgeführt, welche stabil transfiziert
waren mit mausspezifischem Claudin-3-YFP bzw. Claudin-5-YFP (weitere Details s. [Pion-
tek et al., 2008]). Die Zellen wurden in DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle Medium)1 mit 10%
FCS (Fetales Kälberserum), 100 Einheiten/ml Penicillin, 100 µg/ml Streptomycin, 0,25 mg/ml
G4182 und 1% L-Alanyl-L-Glutamin1 kultiviert. Sie wurden auf Poly-L-Lysin beschichteten
Deckgläsern ausgesät und drei Tage später fixiert durch Inkubation mit 2,4% Paraformalde-
hyd, 100 mM Na-Cacodylat, 100 mM Saccharose und pH 7,5 für 10 min. Zur Unterdrückung

1Invitrogen, Carlsbad, USA
2Calbiochem, La Jolla, USA
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

der Autofluoreszenz wurden die Zellen für 20 min in PBS mit 0,1 M Glycin gegeben. Danach
wurden sie mit PBS gewaschen, für 10 min in PBS mit 1% BSA (Rinderserumalbumin) inku-
biert und anschließend in Immumount1 eingebettet. Die Herstellung der Präparate wurde im
Labor von Dr. Jörg Piontek2 durchgeführt.

5.4.2 Lokalisationsmessungen und Strukturanalyse

Im Folgenden werden die Ergebnisse der SPDM-Messungen an den YFP-markierten Claudin-3-
und Claudin-5-Proteinen vorgestellt. Der Schwerpunkt der Datenanalyse lag bei der genaueren
Untersuchung der Maschen in den Tight Junction-Netzwerken zwischen den einzelnen Zellen
und dem Vergleich der beiden Claudin-Typen.

Abbildung 5.26:
Tight Junction-Netzwerk von Claudin-3. A: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild von YFP-
markierten Claudin-3-Proteinen in HEK293-Zellen. B: Lokalisationsbild der Region markiert in A.
Mehr als 450.000 Moleküle wurden mit einer mittleren Lokalisationsgenauigkeit von ca. 20 nm
detektiert. Der mittlere Abstand zum nächsten benachbarten Molekül beträgt ca. 10 nm. Die
Strukturauflösung liegt folglich bei ca. 48 nm. D und E zeigen ein vergrößertes Bild der markierten
Region in B. C repräsentiert die gleiche Region, jedoch aus dem konventionellen Weitfeldfluo-
reszenzbild. In E sind die Maschenstrukturen, die von dem Algorithmus maschenana identifiziert
wurden, weiß gekennzeichnet. Aus [Kaufmann et al., 2011c].

1Thermo Scientific, Pittsburg, USA
2Leibniz-Institut für Molekulare Pharmakologie, Berlin
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Abbildung 5.27:
Tight Junction-Netzwerk von Claudin-5. A: konventionelles Weitfeldfluoreszenzbild von YFP-
markierten Claudin-5-Proteinen in HEK293-Zellen. B: Lokalisationsbild der Region markiert in
A. Mehr als 260.000 Moleküle wurden mit einer mittleren Lokalisationsgenauigkeit von ca. 21 nm
detektiert. Der mittlere Abstand zum nächsten benachbarten Molekül beträgt ca. 7 nm. Die Struk-
turauflösung liegt folglich bei ca. 50 nm.D und E zeigen ein vergrößertes Bild der markierten Region
in B. C repräsentiert die gleiche Region, jedoch aus dem konventionellen Weitfeldfluoreszenzbild.
In E sind die Maschenstrukturen, die von dem Algorithmus maschenana identifiziert wurden, weiß
gekennzeichnet. Aus [Kaufmann et al., 2011c].

Parameter der Lokalisationsmessungen

Für die SPDM-Messungen wurde ein Laser mit einer Wellenlänge von 488 nm bei einer An-
regungsintensität von ca. 7 kW/cm2 benutzt. Für die Aufnahmen wurde eine Integrationszeit
der Kamera von 55 ms verwendet und jeweils 8000 Einzelbilder aufgenommen.
Die ausgewählten Regionen für die Lokalisationsmessungen betrugen ca. 30 µm × 30 µm. Im
Fall von Claudin-3 lag die Fläche, die von dem Tight Junction-Netzwerk überspannt wurde,
im Bereich von 200-400 µm2. Bei den SPDM-Messungen wurden in diesen Netzwerken jeweils
4,5 × 105 bis 1,1 × 106 einzelne Moleküle detektiert. Die Tight Junction-Netzwerke, die von
Claudin-5 gebildet waren, nahmen weniger Fläche ein (im Bereich von ca. 100 µm2). Sie wiesen
im Vergleich zu den Messungen an Claudin-3 eine größere Ausdehnung in eine Raumrichtung
auf (vergl. Abb. 5.26 und 5.27). Bei den Lokalisationsmessungen wurden jeweils 2,2 × 105 bis
2,9 × 105 Einzelmolekülsignale in einer Netzwerkstruktur detektiert.
Die mittlere Lokalisationsgenauigkeit der SPDM-Messungen lag bei ca. 21 nm. Der Medi-
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

an der Abstände zur nächsten benachbarten Molekülposition lag bei etwa 10 nm. Aufgrund
der hohen Dichte von detektierten Molekülen ist die mittlere effektive optische Auflösung
(Strukturauflösung) nur durch die Lokalisationsgenauigkeit begrenzt und liegt bei ca. 50 nm.
Zur Darstellung der Lokalisationsbilder wurde der in Kapitel 4.1.1 beschriebene Algorithmus
Orte2NN4Bild verwendet.

Durchmessers der Maschenstrukturen von Claudin-3 und Claudin-5

Zur Untersuchung der Maschenstrukturen der Tight Junction-Netzwerke wurde der in Kapitel
4.4 vorgestellte Algorithmus maschenana verwendet. Für die Analysen wurden zwei Aufnah-
men der Präparate mit Claudin-3 und drei Aufnahmen der Präparate mit Claudin-5 ausge-
wertet, was 888 charakterisierten Maschen für Claudin-3 und 462 charakterisierte Maschen
für Claudin-5 entsprach.
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Fit-Ergebnisse:

1. Maximum:
Mittelwert:   (105 ± 6) nm
Std:                   (56 ± 8) nm

2. Maximum:
Mittelwert: (364 ± 26) nm
Std:               (189 ± 24) nm

Fit-Ergebnisse:

1. Maximum:
Mittelwert:   (61 ± 34) nm
Std:                 (74 ± 20) nm

2. Maximum:
Mittelwert: (482 ± 15) nm
Std:               (188 ± 17) nm

Abbildung 5.28:
Durchmesser der Maschenstrukturen von Claudin-3 und Claudin-5. A: Bestimmung der
Maschengröße von Claudin-3-Tight Junction-Netzwerken. Das Histogramm über die Durchmesser
zeigt zwei sich überlappende Verteilungen: eine bei sehr kleinen Werten (∼100 nm) und eine weitere
bei einem Durchmesser von ca. 360 nm. B: Ergebnisse der Messungen für Claudin-5. Auch hier
sind zwei Verteilungen (∼60 nm und ∼480 nm) zu beobachten. An beide Datensätze wurde die
Summe zweier Gauß-Funktionen angepasst (Fit-Ergebnisse dargestellt in orange). Aus [Kaufmann
et al., 2011c].

Die Analyse der Maschengröße brachte leicht unterschiedliche Ergebnisse für die beiden Ty-
pen von Claudin-Proteinen hervor. Die Histogramme in Abbildung 5.28 zeigen sowohl für
Claudin-3 als auch für Claudin-5 zwei unterschiedliche überlagerte Verteilungen. In beiden
Fällen wurde die Summe zweier Gauß-Funktionen an die Daten angepasst. Bei Claudin-3 er-
gab sich hieraus eine Verteilung bei einem Mittelwert von (105 ± 6) nm und eine weitere bei
(364 ± 26) nm. Die Verteilung der Durchmesser der von Claudin-5 geformten Maschenstruktu-
ren sind deutlicher voneinander getrennt als im Fall von Claudin-3. Hier ergab die Anpassung
von zwei Gauß-Funktionen eine Verteilung bei einem Mittelwert von (61 ± 34) nm und eine
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5.4 Strukturanalyse von Tight Junction-Netzwerken anhand von Claudin-Proteinen

bei (482 ± 15) nm.
Die Ungenauigkeit bei der Bestimmung des Mittelwerts der Verteilung von kleinen Maschen
bei Claudin-3, rührt daher, dass hier anzunehmen ist, dass die Mehrheit der Strukturen klei-
ner ist als die, die aufgenommen und untersucht werden können, da die Strukturauflösung der
SPDM-Messungen bei ca. 50 nm liegt.
Der Unterschied zwischen den Verteilungen der Durchmesser der Maschenstrukturen zeigt,
dass im Fall von Claudin-5 verhältnismäßig mehr kleine Maschen mit einem Durchmesser
kleiner als 100 nm und mehr große Maschen mit einem Durchmesser größer als 500 nm in den
Tight Junctions vorhanden sind als bei denen geformt von Claudin-3.
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Abbildung 5.29:
Feret-Durchmesser der Maschenstruktu-
ren. In den Histogrammen ist das Verhältnis
von minimalem Durchmesser einer Masche zu
dem dazu maximalen senkrechten Durchmes-
ser aufgetragen. Beide Claudin-Typen zeigen
eine ähnliche Verteilung mit einem Maximum
bei einem Wert von ca. 0,7. Die Häufigkeit
ist auf die jeweilige Gesamtzahl von Maschen
normiert. Aus [Kaufmann et al., 2011c].

Betrachtet man das Verhältnis von minimalem Durchmesser einer Masche zu dem dazu senk-
rechten maximalen Durchmesser (Feret-Durchmesser), so fällt zunächst auf, dass hier keine
großen Unterschiede zwischen Claudin-3 und Claudin-5 vorliegen. Die zugehörigen Histogram-
me in Abbildung 5.29 zeigen jedoch, dass beide Verteilungen ein Maximum bei einem Ver-
hältnis von ca. 0,7 aufweisen. Dies deutet darauf hin, dass die Mehrheit der Maschen nicht
kreisförmig ist, sondern eine größere Ausdehnung in einer Richtung besitzt.

Proteindichte auf den Strängen und innerhalb der Maschen

Mithilfe des Algorithmus maschenana wurde sowohl die Moleküldichte auf den Strängen der
Maschen als auch die Dichte in deren Inneren bestimmt. Die Lokalisationsmikroskopie liefert
aufgrund der begrenzten Detektionseffizienz keine absoluten Angaben bezüglich der Anzahl
der Proteine, die sich tatsächlich in einer biologischen Struktur befinden. Die Anzahl der de-
tektierten Moleküle kann jedoch für relative Vergleiche zwischen unterschiedlichen Messungen
genutzt werden.
Die Histogramme in Abbildung 5.30C zeigen die Proteindichte auf den Strängen der analysier-
ten Maschenstrukturen. Sowohl die Verteilung bei Claudin-3 als auch die bei Claudin-5 weist
eine mittlere Moleküldichte von ca. 3730 Molekülen/µm2 auf. Die Verteilung der Molekül-
dichte auf den Strängen bei Claudin-5 ist leicht verbreitert gegenüber der bei Claudin-3. Da
deutlich weniger Maschen von Claudin-5 als Claudin-3 analysiert wurden, liegt dieser Unter-
schied jedoch im Rahmen dessen, was man statistisch als Erhöhung der Standardabweichung
erwarten würde.
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Neben der Moleküldichte auf den Strängen der Maschenstrukturen, wurde auch die Dichte de-
tektierter Moleküle innerhalb der Maschen bestimmt. Die Ergebnisse sind in den Histogram-
men in Abbildung 5.30D dargestellt. Auch hier sind keine deutlichen Unterschiede zwischen
den beiden untersuchten Claudin-Typen zu erkennen. Im Inneren vieler Maschen (insbeson-
dere sehr kleiner Maschen) wurden keine Moleküle detektiert. Diese sind in der Darstellung
in Abbildung 5.30D nicht berücksichtigt.
In Abbildung 5.31 ist die Proteindichte in den Tight Junction-Netzwerken von Claudin-3 und
Claudin-5 nach der in Kapitel 4.1.2 beschriebenen Methode über eine Farbkodierung visuali-
siert.
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Abbildung 5.30:
Proteindichte auf den Strängen und innerhalb der Maschen. A und B: Lokalisationsbilder
von Claudin-3 (A) und Claudin-5 (B) überlagert mit den Einzelmolekülpositionen, die durch rote
Kreuze dargestellt sind. C: Histogramme über die Dichte detektierter Moleküle auf den Strängen
der Maschenstrukturen (orange Pfeile in A,B). Claudin-3 und Claudin-5 zeigen ähnliche Vertei-
lungen mit Mittelwerten von ca. 3730 Molekülen/μm2. Die Standardabweichung bei Claudin-3
beträgt 760 Moleküle/μm2. Die Verteilung bei Claudin-5 ist mit einer Standardabweichung von
900 Molekülen/μm2 etwas breiter. D: Histogramm über die Dichte der Moleküle, die innerhalb
einer Masche detektiert wurden (grüne Pfeile in A,B). Auch hier sind die Verteilungen ähnlich
für die beiden Claudin-Typen (Mittelwert: ca. 780 Moleküle/μm2). Die Maschen, bei denen kei-
ne Moleküle im Inneren detektiert wurden, sind in den Histogrammen in D nicht berücksichtigt.
Aus [Kaufmann et al., 2011c].
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5.4 Strukturanalyse von Tight Junction-Netzwerken anhand von Claudin-Proteinen

Abbildung 5.31:
Visualisierung der Proteindichte in den Tight Junction-Netzwerken von Claudin-3 und
Claudin-5. A: Lokalisationsbild mit Farbkodierung der lokalen Dichte der detektierten YFP-
Moleküle eines Claudin-3-Netzwerks. Die lokale Dichte wurde in einem Radius von 50 nm um
jede Molekülposition bestimmt. Der dynamische Bereich der Farbdarstellung wurde zwischen 0
und 3700 Molekülen/μm2 gewählt. B: vergrößerten Ausschnitt des markierten Bereichs in A. C
und D: analoge Darstellung der lokalen Proteindichte für Claudin-5. Aus [Kaufmann et al., 2011c].
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

5.5 Analyse von Splicing-Faktoren CELF1 im Bezug auf den
transkribierten DNA-Strang

Der erste Schritt der Proteinbiosynthese besteht in der Transkription einer bestimmten Gen-
sequenz der DNA (Desoxyribonukleinsäure) in mRNA (Messenger-RNA). Dies erfolgt durch
die RNA-Polymerase II. Bevor die mRNA bei der Translation in ein Protein übersetzt wird,
finden noch weitere Prozesse (die sog. “mRNA-Reifung“) im Zellkern statt. Einer dieser Pro-
zesse ist das “Splicing“ der mRNA. Hierbei werden nicht kodierende Abschnitte (Introns) aus
dem RNA-Strang entfernt. Ein Protein, das vor allem beim alternativen Splicing (unterschied-
liches Verbinden der kodierende Gensequenzen in der mRNA) eine wichtige Rolle spielt, ist
der Splicing-Faktor CELF1 (CUG-BP1) [Wang et al., 2007].

Abbildung 5.32:
Transkription der DNA. Links ist schematisch die RNA-Polymerase II abgebildet, welche den
Doppelstrang der DNA abliest und ein RNA-Transkript erstellt. Im rechten Bild ist der wachsen-
de RNA-Strang in der Transkriptionsrichtung gezeigt. Die Einzelstrang-RNA faltet sich zu einer
kompakteren Sekundärstruktur. Mod. nach [Alberts et al., 1995].

Da sich die Splicing-Faktoren CELF1 um den RNA-Strang anordnen, dienten sie für die im Fol-
genden vorgestellten Lokalisationsmessungen und Analysen zur Distanzbestimmung der RNA
zum abgelesenen DNA-Strang. Aus der deutlich verkürzten Entfernung der Splicing-Faktoren
im Vergleich zur Länge des entsprechenden abgelesenen DNA-Strangs wird ein Einblick in die
Faltung des RNA-Strangs ermöglicht.
Die Messungen wurden an Lampenbürstenchromosomen eines Wassermolchs (Notophthalmus
viridescens) durchgeführt. Diese eigenen sich in besonderer Weise zur Untersuchung der Tran-
skription der DNA, da die aktiven Bereiche als große Schlaufen aus dem kondensierten Bereich
entlang der Chromosomenachse hinausragen.

5.5.1 Präparation der Proben

Die Herstellung der Präparate wurde im Labor von Prof. Joseph G. Gall1 durchgeführt. De-
taillierte Anweisungen zur Präparation von Lampenbürstenchromosomen finden sich in [Gall
et al., 1991,Gall, 1998]. Durch eine Immunfärbung wurden RNA-Polymerase II mit Alexa488

1Carnegie Institution, Baltimore, USA
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5.5 Analyse von Splicing-Faktoren CELF1 im Bezug auf den transkribierten DNA-Strang

und CELF1-Splicing-Faktoren mit Alexa594 fluoreszent markiert. Für die Mikroskopieaufnah-
men wurden die Präparate in das Einbettmedium ProlongGold1 eingebettet.

Abbildung 5.33:
Lampenbürstenchromosomen. Konfokale Aufnahme2 (J. Gall) von Alexa594-markierten CELF1-
Splicing-Faktoren (rot) und Alexa488-markierter RNA-Polymerase II (grün) an Lampenbürsten-
chromosomen eines Wassermolchs (Notophthalmus viridescens).

5.5.2 Distanz- und Cluster-Analyse der Zwei-Farben-Lokalisationsmessungen

Im Folgenden werden lokalisationsmikroskopische Analysen der Splicing-Faktoren CELF1 vor-
gestellt. Hierbei wurde neben der Cluster-Bildung dieser Proteine vor allem deren Abstand zu
dem transkribierten DNA-Strang untersucht, um genauere Erkenntnisse über die Faltung der
RNA zu erlangen.

Parameter der Lokalisationsmessungen

Die Lokalisationsmessungen wurden bei einer Anregungswellenlänge von 488 nm für die Auf-
nahmen von Alexa488 und 568 nm für Alexa594 durchgeführt. Im Fall von Alexa488 wurde
eine Laserintensität im Bereich von 15-20 kW/cm2 im Objektraum verwendet. Bei einer Inte-
grationszeit von 150 ms der Kamera wurden jeweils 1000 Einzelbilder aufgenommen. Die An-

1Invitrogen, Carlsbad, USA
2Leica TCS SP2, NA=1,4 63x-Objektiv, Leica Microsystems, Heidelberg
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

Abbildung 5.34:
CELF1-Splicing-Faktoren auf Lampenbürstenchromosomen. A: konfokale Aufnahme (Aus-
schnitt aus markiertem Bereich in Abb. 5.33) von Alexa594-markierten CELF1-Splicing-Faktoren
(rot) und Alexa488-markierter RNA-Polymerase II (grün). B: konventionelles Weitfeldfluoreszenz-
bild derselben Struktur wie in A. In C ist die entsprechende SPDM-Aufnahme gezeigt. In D-F
sind vergrößerte Ausschnitte der jeweils darüber liegenden Bilder dargestellt. Die deutlich erhöhte
Strukturauflösung im Bereich von 60 nm der Lokalisationsaufnahme (C,F) gegenüber den konven-
tionellen Verfahren ist klar erkennbar.

regungsintensität für Alexa594 betrug 20-30 kW/cm2. Hier wurden für eine SPDM-Messung
2000 Einzelbilder bei einer Integrationszeit von ebenfalls 150 ms aufgezeichnet. Mit diesen
Einstellungen war es möglich, bei den Lokalisationsaufnahmen eine Strukturauflösung zwi-
schen 30 und 70 nm zu erreichen.

Die chromatische Verschiebung zwischen den detektierten Signalen der unterschiedlichen Fluo-
rophore wurde sowohl in den Lokalisationsbildern als auch in den Weitfeldfluoreszenzaufnah-
men global über eine Autokorrelation der beiden verschiedenfarbigen Bildern korrigiert. Da
die Verschiebung nicht homogen im gesamten Bereich der Aufnahme ist, kann dies zu Feh-
lern bei den individuellen Molekülpositionen führen. Eine Kontrollmessung mit Beads, welche
in beiden Wellenlängenbereichen fluoreszieren, hat jedoch gezeigt, dass der Fehler hierbei in
lateraler Richtung deutlich kleiner ist (im Bereich von 10 nm) als die Strukturauflösung, die
bei den SPDM-Aufnahmen erreicht wurde. Aus diesem Grund wurde die aus den globalen
chromatischen Korrekturen resultierende Ungenauigkeit für die weiteren Analysen nicht be-
rücksichtigt.
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5.5 Analyse von Splicing-Faktoren CELF1 im Bezug auf den transkribierten DNA-Strang

Distanzanalyse von CELF1 entlang des DNA-Strangs anhand einer Messung

Mithilfe des in Kapitel 4.5 vorgestellten Algorithmus CELFana wurden die Zwei-Farben-SPDM-
Messungen an den oben beschriebenen Präparaten analysiert. Als Startpunkt wurde die Stelle
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Abbildung 5.35:
Distanzmessung der CELF1-Splicing-Faktoren zum DNA-Strang. A: Zwei-Farben-
Lokalisationsbild der CELF1-Splicing-Faktoren (rot) und RNA-Polymerase II (grün), die um den
DNA-Strang angelagert ist. Die weiße Linie repräsentiert den Polygonzug, der entlang der RNA-
Polymerase II angepasst wurde, die beiden Kreuze Start- und Endpunkt. B: Visualisierung des
Ergebnis der Cluster-Identifikation (orange) mit dem Algorithmus clusters_v3. Die grüne Linie
zeigt den Polygonzug, zu dem die Distanzen der Cluster bestimmt wurden. C: konventionelles
Weitfeldfluoreszenzbild desselben Ausschnitts wie in A. Der Polygonzug ist in weiß, das Ergebnis
des Kantenfilters zur Bestimmung der Entfernung der CELF1-Splicing-Faktoren vom DNA-Strang
ist in blau eingezeichnet. D: Distanzanalyse mithilfe des Algorithmus CELFana der Daten der
SPDM-Messung aus A,B. Es sind die Distanzen der einzelnen Molekülpositionen (grau) bzw. die
Positionen der CELF1-Cluster (orange) gegen die relative Distanz entlang des DNA-Strangs aufge-
tragen. Es wurde jeweils über die Werte in einem Intervall von 500 nm auf der Abszisse gemittelt.
Die Fehlerbalken stellen die Fehler der Mittelwerte dar. E: Distanzanalyse anhand des entsprechen-
den Weitfeldfluoreszenzbildes (C) mit dem Algorithmus CELFana_wf mit Mittelung der Werte in
einem Intervall von 1 μm. Hier ist deutlich der Unterschied zu den Ergebnissen der Lokalisations-
messung erkennbar (man beachte die unterschiedliche Skalierung der Ordinatenachse).
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5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

auf dem DNA-Strang gewählt, an der sich der Ausgangspunkt der Transkription befindet. In
Abbildung 5.35 ist die Vorgehensweise der Distanzanalyse und deren Ergebnisse exemplarisch
anhand einer der Aufnahmen gezeigt. Es wurden die Distanzen der einzelnen CELF1-Moleküle
zum DNA-Strang sowie die Distanzen der CELF1-Cluster zum DNA-Strang in Abhängigkeit
von der relativen Position entlang des Strangs bestimmt. Abbildung 5.35D zeigt, dass beide
Analysen einen sehr ähnlichen Verlauf der Abstände der Splicing-Faktoren zum DNA-Strang
aufweisen. Da bei den Distanzmessungen, basierend auf den einzelnen Molekülen, deutlich
mehr Messwerte vorliegen, ist hier die Varianz kleiner. Abbildung 5.35E zeigt das Ergebnis
der Distanzanalyse, basierend auf den Daten einer konventionellen Weitfeldfluoreszenzaufnah-
me derselben Struktur. Der Vergleich mit den Daten der SPDM-Messungen verdeutlicht den
Unterschied im Bezug auf die Präzision der Distanzanalysen.

Distanzanalyse von CELF1 entlang des DNA-Strangs basierend auf den Daten von
mehreren SPDM-Messungen

Für die folgenden Analysen wurden die Ergebnisse der Distanzanalysen von acht SPDM-
Messungen zusammengefasst, um Schwankungen in den einzelnen Messungen auszugleichen. In
Abbildung 5.36 sind die Distanzen der einzelnen CELF1-Moleküle sowie der Cluster-Positionen
gegen die relative Distanz entlang des DNA-Strangs aufgetragen. Die beiden Verläufe der Da-
tenpunkte sind sehr ähnlich und zeigen, dass die Distanz der Splicing-Faktoren zum DNA-
Strang um ein Vielfaches kürzer ist als die Länge des transkribierten DNA-Strangs. Hieraus
kann gefolgert werden, dass die mRNA stark gefaltet sein muss. Das Verhältnis von Stranglän-
ge und gemessener Distanz kann Aufschluss über die Art der RNA-Faltung geben.
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Daten: CELF1−Cluster

Fit: 36.1 nm + 1.42 x0.496

Fit: 41.4 nm + x0.529
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Daten: einzelne Moleküle

Fit: 44.3 nm + 1.49 x0.484

Fit: 50.2 nm + x0.522
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Abbildung 5.36:
Distanz der CELF1-Splicing-Faktoren zum DNA-Strang. A: die Distanzen der einzelnen
CELF1-Moleküle zum DNA-Strang sind gegen die relativen Positionen entlang des Strangs aufge-
tragen. Es wurde jeweils über die Werte in einem Intervall von 500 nm auf der Abszisse gemittelt.
Die Fehlerbalken stellen die Fehler der Mittelwerte dar. An die Daten wurden zwei verschiedene
Modellfunktionen des Typs c + β ·Nα angepasst. B: analog zu A sind hier die Distanzen der
CELF1-Cluster zum DNA-Strang dargestellt. Die Mittelung erfolgte in einem Intervall von 600 nm.
Es wurde ebenfalls eine Anpassung zweier Modellfunktionen desselben Typs durchgeführt.
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5.5 Analyse von Splicing-Faktoren CELF1 im Bezug auf den transkribierten DNA-Strang

In [Fang et al., 2011] wird ein Modell für die Faltung von Einzelstrang-RNA (ssRNA, single-
stranded RNA) beschrieben. Als ein Maß für die Ausdehnung der Sekundärstruktur von ssRNA
wird hier die von [Bundschuh und Hwa, 2002] eingeführte “Ladder-Distance“ verwendet. Diese
gibt die Zahl der Basenpaare an, die sich entlang des kürzesten Pfades von der Base i zur Base
j befinden. Um die Größe der Sekundärstruktur zu beschreiben, wird für alle Kombinationen
von i und j die maximale “Ladder-Distance“ (MLD) bestimmt. In [Fang et al., 2011] wird
eine mittlere MLD ζ̄ für eine Reihe von RNA-Sequenzen gleicher Länge N und Zusammen-
setzung der Basen eingeführt. Basierend auf Daten von Simulationen konnten sie zeigen, dass
ein linearer Zusammenhang zwischen lnζ̄ und lnN besteht, woraus folgt: ζ̄ ∼ Nα. Aus den
Simulationen von [Fang et al., 2011] ergab sich für α ein Wert von ca. 0,7.
Ausgehend von diesen Ergebnissen theoretischer Modelle für die Faltung von ssRNA wurde
an die Daten der oben beschriebenen Messungen eine Modellfunktion der Form c+ β ·Nα

angepasst. Um einen linearen Zusammenhang zwischen dem Logarithmus des Abstands der
CELF1-Moleküle zum DNA-Strang und dem Logarithmus der Länge des transkribierten DNA-
Strangs zu erhalten, müsste c = 0 und β = 1 sein. Aus diesem Grund wurde eine zweite
Modellfunktion an die Daten angepasst, bei welcher β = 1 gesetzt wurde. Da eine bestimmte
Distanz zwischen DNA-Strang und dem gefalteten RNA-Strang liegt und auch die Struk-
turauflösung der Lokalisationsaufnahmen auf ca. 50 nm begrenzt ist, wurde der Wert von c

nicht auf 0 festgehalten.
Beide Modellfunktionen beschreiben sowohl die Daten der Distanzanalysen basierend auf den
einzelnen Molekülpositionen als auch diejenigen der CELF1-Cluster sehr gut. Für den Pa-
rameter α, ergibt sich ein Wert von ca. 0,5. Dieser ist somit etwas kleiner als der aus den
theoretischen Simulationen von [Fang et al., 2011].

Cluster-Analyse der CELF1-Proteine entlang des DNA-Strangs

Verbindet man die oben aufgeführten Distanzanalysen mit einer Cluster-Analyse der CELF1-
Proteine (analog zu den in Kapitel 5.3 gezeigten Messungen), so kann nicht nur Information
über deren Anordnung in dem RNA-Strang gewonnen werden, sondern auch eine Abhängig-
keit von der relativen Position entlang des DNA-Strangs untersucht werden.

Abbildung 5.38 zeigt zunächst zwei Parameter der zusammengefassten Ergebnisse der Cluster-
Analysen unabhängig von ihrer relativen Position entlang des DNA-Strangs. Die beiden Hi-
stogramme ermöglichen eine “globale“ Charakterisierung der CELF1-Cluster.
Die Auftragung verschiedener Parameter der Cluster gegen ihre Position entlang des DNA-
Strangs lässt eine direkte Einschätzung ihrer Abhängigkeit von der Distanz vom Startpunkt
der Transkription zu. Die Resultate der Cluster- und Distanzanalysen der SPDM-Messungen
von CELF1 (s. Abb. 5.37) zeigen keinen klaren Zusammenhang der Cluster-Eigenschaften und
ihrer jeweiligen Position entlang des DNA-Strangs.

115



5 Anwendung auf biologische Fragestellungen

0    2 4 6 8 10 12
100

150

200

250

Distanz entlang des DNA−Strangs [µm]

D
is

ta
nz

 z
um

 n
äc

hs
t b

en
ac

hb
ar

te
n 

Cl
us

te
r [

nm
]

0    2 4 6 8 10 12
2500

3000

3500

4000

4500

5000

5500

6000

6500

Distanz entlang des DNA−Strangs [µm]

M
ol

ek
ül

di
ch

te
 in

 C
lu

st
er

n 
[d

et
ek

tie
rt

e 
Si

gn
al

e/
µm

²]

0    2 4 6 8 10 12
40

50

60

70

80

90

100

110

120

130

140

Distanz entlang des DNA−Strangs [µm]

Cl
us

te
r−

D
ur

ch
m

es
se

r [
nm

]

0    2 4 6 8 10 12
0

10

20

30

40

50

60

70

Distanz entlang des DNA−Strangs [µm]

Cl
us

te
r−

G
rö

ße
 [d

et
ek

tie
rt

e 
Si

gn
al

e/
Cl

us
te

r]

A B

C D

Abbildung 5.37:
Cluster-Eigenschaften in Abhängigkeit von der relativen Position entlang des DNA-
Strangs. A: die Cluster-Größe ist als Anzahl der detektierten Signale pro Cluster gegen die relative
Position des jeweiligen Clusters entlang des DNA-Strangs aufgetragen. Darstellung der Cluster-
Durchmesser (B) und der Dichte von detektierten Molekülen innerhalb der Cluster (C) in Abhän-
gigkeit von der Distanz entlang des DNA-Strangs. D: Auftragung der Distanzen zu den nächsten
benachbarten Clustern gegen die relative Position entlang des DNA-Strangs. Es wurde jeweils
über die Werte in einem Intervall von 500 nm auf der Abszisse gemittelt. Die Fehlerbalken stellen
die Fehler der Mittelwerte dar. In keinem Fall konnte eine klare Abhängigkeit der untersuchten
Cluster-Eigenschaft von der relativen Position der Cluster entlang des DNA-Strangs festgestellt
werden.
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0 50 100 150 200 250 300 350 400 450
0

10

20

30

40

50

60

70

80

Cluster−Durchmesser [nm]

H
äu

�g
ke

it

0 50 100 150
0

50

100

150

Cluster−Größe [detektierte Signale/Cluster]

H
äu

�g
ke

it

A B

Abbildung 5.38:
Histogramme der Cluster-Größe. A: Histogramm über die Anzahl von detektierten Molekü-
len pro Cluster. Das Maximum der Verteilung liegt bei 3 Molekülen/Cluster, der Mittelwert bei
18 Molekülen/Cluster. B: Histogramm über den Cluster-Durchmesser. Der Mittelwert der Vertei-
lung beträgt 74 nm mit einer Standardabweichung von 53 nm. Das Maximum liegt bei ca. 40 nm.
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6 Zusammenfassung, Diskussion und Ausblick

6.1 Zusammenfassung

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden neue Methoden zur quantitativen Analyse von
Lokalisationsdaten entwickelt, in MATLAB implementiert und auf aktuelle biologische Fragestel-
lungen angewandt.
Ein Bestandteil waren hierbei Methoden zur reinen Visualisierung von Lokalisationsdaten,
welche die lokale Punktdichte, basierend auf den Nächsten-Nachbarn-Distanzen, für die Dar-
stellung nutzen, zu entwickeln. Auf diese Weise können Lokalisationsbilder erstellt werden,
welche sowohl die Strukturauflösung korrekt widerspiegeln als auch, im Bezug auf die Art der
Darstellung, konventionellen fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen entsprechen.
Der Schwerpunkt lag bei der Etablierung von Algorithmen für weiterführende statistische
Analysen, um mehr Informationen aus den in einer Messung der Lokalisationsmikroskopie ge-
wonnen Daten zu extrahieren. Grundlegende Voraussetzung ist hierbei zunächst die Bestim-
mung und Korrektur des lateralen mechanischen Drifts, der während einer Messung auftreten
kann. Hierfür wurden Algorithmen entwickelt, welche entweder anhand von Referenzobjekten,
oder der biologischen Struktur selbst, den Versatz der Einzelmolekülpositionen bestimmen
und korrigieren. Für die Analyse von Protein-Clustern wurde ein automatisiertes Verfahren
etabliert, das die Cluster in den Lokalisationsbildern identifiziert und alle relevanten Größen,
wie beispielsweise die Ausdehnung und die Proteindichte, bestimmt. Diese Methode wurde zur
Untersuchung von Her2/neu-Proteinen in der Membran von Brustkrebszellen angewandt, um
einen tieferen Einblick in deren Verteilung zu erhalten. Dies ist ein wichtiger Ansatzpunkt für
die Therapie von Brustkrebs. Zur quantitativen Analyse von Netzwerk- oder maschenartigen
Strukturen wurde ein Algorithmus entwickelt, welcher eine automatisierte Vermessung von
deren Größe, Punktdichte und weiterer wichtiger Parameter ermöglicht. Mithilfe dieses Ver-
fahrens konnten morphologische Eigenschaften von Tight Junctions, aufgebaut von Claudin-
Proteinen, näher charakterisiert werden. Ein weiterer Algorithmus wurde entwickelt, um die
Distanzen von Molekülen zu einer definierten Struktur und deren Abhängigkeit ihrer jeweiligen
Positionen entlang dieser Struktur zu bestimmen. Dies ermöglichte eine präzise Untersuchung
der Anordnung von Splicing-Faktoren um den transkribierten DNA-Strang und somit einen
Einblick in die Faltung der mRNA. Um eine dreidimensionale Rekonstruktion, einer durch die
Kombination von SMI- und Lokalisationsmikroskopie aufgenommenen Struktur, durchführen
zu können, wurde ein weitgehend automatisiertes Verfahren realisiert. Anhand dessen wurde
eine hochaufgelöste Zwei-Farben-3D-Rekonstruktion von unterschiedlichen Protein-Clustern
in der Plasmamembran einer Zelle erstellt.
Neben der Anwendung der Lokalisationsmikroskopie auf biologische Proben, wurden in der
vorliegenden Arbeit auch Analysen zu dem Einfluss der verwendeten Einbettmedien auf das
reversible Bleichverhalten der Fluorophore sowie Veränderungen durch das Altern der Prä-
parate durchgeführt. Darüber hinaus fand eine Untersuchung von fluoreszenten, reversibel
bleichenden Molekülen in nicht gefärbten Zellen statt.
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6 Zusammenfassung, Diskussion und Ausblick

6.2 Diskussion

Einfluss des Einbettmediums auf das reversible Bleichverhalten der Fluorophore

Betreibt man die Lokalisationsmikroskopie mit konventionellen Fluorophoren, die dafür zwi-
schen dem fluoreszenten Zustand und einem langlebigen Dunkelzustand geschaltet werden, ist
das Einbettmedium (Mikroumgebung der Fluorophore) von entscheidender Bedeutung. Hier-
durch kann die Lebensdauer und Übergangsrate der Moleküle in den Dunkelzustand aber
auch die Verweildauer im fluoreszenzten Zustand sowie die Zahl der emittierten Photonen
maßgeblich beeinflusst werden. Frühere Untersuchungen [Heilemann et al., 2009] haben be-
reits die Auswirkungen von Sauerstoff reduzierenden Medien auf das reversible Bleichverhalten
konventioneller Farbstoffe gezeigt. Der Schwerpunkt, der im Rahmen der vorliegenden Arbeit
durchgeführten Messungen, lag auf dem Vergleich verschiedener gängiger konventioneller Ein-
bettmedien der Fluoreszenzmikroskopie für die Verwendung in der Lokalisationsmikroskopie.
Derartige Präparate bieten die Möglichkeit, diese auch mit anderen Methoden der Fluoreszenz-
mikroskopie zu beobachten, bei denen eine gute Photostabilität der Fluorophore erforderlich
ist (z.B. konfokale Mikroskopie oder Strukturierte Beleuchtung).
Für die Messungen wurden ein Vertreter der organischen Farbstoffe (Alexa488) und das Fluo-
reszenzprotein GFP herangezogen. Beide zählen zu den meist genutzten Fluorophoren in der
Fluoreszenzmikroskopie. Die Untersuchungen haben den enormen Einfluss der Einbettmedien
auf das reversible Bleichverhalten der Fluorophore bestätigt. Zur Charakterisierung wurden
vor allem die Gesamtzahl der detektierten Signale in einer Messung, deren Spezifität sowie
die Höhe des Hintergrundsignals während der Messung, aber auch der Einfluss des Alters
der Präparate miteinander verglichen. Die wichtigsten Ergebnisse wurden in einer Tabelle zu-
sammengefasst, welche einen groben Anhaltspunkt für die Verwendung des entsprechenden
Einbettmediums bieten soll. Auf diese Weise kann das Präparat den Anforderungen der Fluo-
rophore und der biologischen Fragestellung angepasst werden.
Bei der Verwendung von Alexa488 oder einem ähnlichen Fluorophor hängt die Wahl des ge-
eignetsten Einbettmediums sehr von der Präparation und der biologischen Fragestellung ab.
Ist die Gesamtzahl der detektierten Signale der bedeutendste Faktor und stellt ein hohes
Hintergrundsignal aufgrund der erhöhten Autofluoreszenz der Zelle während den Lokalisa-
tionsmessungen kein Problem dar, bietet das Einbettmedium ProlongGold1 die passenden
Eigenschaften. Steht hingegen die Spezifität der detektierten Signale im Vordergrund oder soll
die Hintergrundintensität während den Messungen reduziert werden, ist Fluoromount2 besser
geeignet als die anderen untersuchten Einbettmedien. Die Verwendung des Switching-Buffers3
als Einbettmedium ermöglicht, im Gegensatz zu allen anderen, eine deutliche Mehrfachdetek-
tion der einzelnen Moleküle. Hierdurch kann einerseits aufgrund der erhöhten Punktdichte und
Detektionseffizienz die Strukturauflösung im Lokalisationsbild verbessert werden, andererseits
wird jedoch eine Analyse der Molekülverteilung erschwert. Ist das Präparat mit GFP oder
einem anderen fluoreszierenden Protein markiert, so haben die im Rahmen der vorliegenden
Arbeit durchgeführten Messungen gezeigt, dass die Einbettmedien Immumount4 und Mowiol5
beide sehr gut für die Anwendung in der Lokalisationsmikroskopie geeignet sind. Alle anderen

1Invitrogen, Carlsbad, USA
2Southern Biotechnology Associates, Birmingham, USA
3Zusammensetzung s. [Van de Linde et al., 2008]
4Thermo Scientific, Pittsburg, USA
5Roth, Karlsruhe
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untersuchten Einbettmedien wiesen im Vergleich zusätzliche negative Eigenschaften wie eine
erhöhte Hintergrundintensität oder eine deutlich geringere Anzahl von detektierten Signalen
auf.

Reversibles Bleichen autofluoreszenter Moleküle in unmarkierter Zellen

Bei der Verwendung des kommerziellen Einbettmediums ProlongGold konnten Moleküle in
unmarkierten Zellen beobachtet werden, die ein reversibles Bleichverhalten aufwiesen. Dies
machte es möglich, sie ebenfalls als einzelne Moleküle zu detektieren und somit ein hochaufge-
löstes Lokalisationsbild ihrer Verteilung in der Zelle zu erhalten. Neben Membranstrukturen,
deren Autofluoreszenz auch mit der konventionellen Weitfeldfluoreszenzmikroskopie zu beob-
achten ist, wurden auch Moleküle in anderen definierten Strukturen der Zelle detektiert, welche
erst nach einer Photoaktivierung mit einer Laserwellenlänge von 488 nm sichtbar waren. Dies
könnte auf einer Photokonversion der beobachteten Moleküle selbst oder benachbarter Mo-
leküle, welche deren Fluoreszenz unterdrücken, beruhen. So liegen beispielsweise die meisten
Flavine als enzymale Kofaktoren vor [Kunz und Kunz, 1985,Voltti und Hassinen, 1978]. Im
allgemeinen resultiert die Autofluoreszenz hauptsächlich von Proteinen, die aromatische Ami-
nosäuren enthalten, die reduzierte Form von Pyrimidinnukleotiden (NAD(P)H), Flavinen und
Lipopigmenten [Benson et al., 1979,Dayan und Wolman, 1993,Galeotti et al., 1970,Udenfri-
end, 1962], welche sich größtenteils in den Mitochondrien und den Lysosomen befinden [Monici,
2005].
Mitochondrien konnten aufgrund ihrer morphologischen Eigenschaften ausgeschlossen wer-
den, Lysosomen und frühe Endosomen durch einen Vergleich der Strukturen mit Antikörper-
markierten Präparaten. Betrachtet man die hohe Brechkraft der Strukturen, kämen auch
Liposomen oder Lipidtröpfchen in Frage. Es wäre auch denkbar, dass es sich um sog. stress
bodies handelt, die durch physikalischen Stress der Zelle im Zytoplasma entstehen können [Ke-
dersha et al., 2005].
In [Min et al., 2009] wurde beschrieben, wie mithilfe von stimulierter Emission Moleküle in
Zellen aufgenommen werden können, deren Fluoreszenz mit anderen Methoden der Lichtmi-
kroskopie nicht beobachtbar ist. Im Gegensatz zu der in der vorliegenden Arbeit beschriebenen
Methode, mit welcher in den SPDM-Messungen eine Strukturauflösung von ca. 60 nm erreicht
wurde, ist hierbei die Auflösung jedoch beugungsbegrenzt und somit auf Strukturen limitiert,
die größer als 200 nm sind.
Es existiert bereits eine Vielzahl von Anwendungen, welche die Fluoreszenz von im Zytoplasma
angehäuften Granula als Technik für die Diagnose von altersbedingten Erkrankungen [Shima-
saki et al., 1980,Tsuchida et al., 1987], Krebs [Shin et al., 2000,Matsumoto, 2001] und retinaler
Degeneration [Stark et al., 1984] verwendet. Die Möglichkeit, hochaufgelöste Bilder unmar-
kierter zellulärer Strukturen mithilfe der Lokalisationsmikroskopie zu erhalten, könnte als ein
präzises und quantitatives diagnostisches Hilfsmittel dienen.

Korrektur des mechanischen Drifts

In der Regel benötigt man für eine Lokalisationsmessung zwischen ca. 30 s und einigen Mi-
nuten. In diesem Zeitraum ist der Effekt eines mechanische Drifts der Probe relativ zum
Objektiv und der Kamera eine nicht zu vernachlässigende Fehlerquelle. Die Größenordnung
der Verschiebung ist abhängig von der Stabilität des Mikroskopaufbaus. Für Kalibrationsmes-
sungen werden in der Fluoreszenzmikroskopie häufig fluoreszierende Mikrosphären (Beads)
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verwendet. Diese können auch für eine Bestimmung und Korrektur des mechanischen Drift
während einer Lokalisationsmessung genutzt werden, wie es bereits in [Betzig et al., 2006]
erwähnt wurde.
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurde dieses Verfahren genauer charakterisiert und ein
Algorithmus zur Driftkorrektur entwickelt. Eine detaillierte Beschreibung findet sich in [Paech,
2011]. Es konnte gezeigt werden, dass schon mit wenigen Referenzobjekten ein komplexes Drift-
verhalten mit einer Genauigkeit von weniger als 2 nm präzise bestimmt und korrigiert werden
kann.
Abhängig vom biologischen Präparat und der jeweiligen Fragestellung ist das Einbringen von
Referenzobjekten nicht immer möglich (z.B. wenn die zu untersuchende Struktur tief im Inne-
ren einer Zelle oder zwischen zwei Zellen liegt). Außerdem können die Referenzobjekte durch
ihre hohe Intensität des Fluoreszenzlichts, welche zur genauen Bestimmung ihrer Positionen in
jedem Bild des Datenstapels benötigt wird, die Einzelmolekülmessungen störend beeinflussen.
Aus diesem Grund wurde ein weiterer Algorithmus entwickelt, der eine Driftkorrektur ohne
Referenzobjekte erlaubt. Durch eine Autokorrelation von Lokalisationsbildern von Teilmengen
des Datenstapels wird der Versatz der Molekülpositionen bestimmt. Dieses Verfahren verlangt
eine hohe Punktdichte auf den Strukturen im Bild. Da dasselbe Kriterium jedoch auch für
eine hohe Strukturauflösung in der Lokalisationsmikroskopie gilt, kann eine Driftkorrektur
auf diese Weise immer dann eingesetzt werden, wenn eine Struktur hochaufgelöst dargestellt
werden soll.
Die hier vorgestellten Algorithmen zur Driftkorrektur für Messungen der Lokalisationsmikros-
kopie sind lediglich in der Lage laterale Verschiebungen zu korrigieren. Tritt während einer
Messung ein signifikanter Drift in axialer Richtung auf, kann dieser hinterher nicht mehr korri-
giert werden, da die Information aus Ebenen außerhalb der Fokusebene nicht wieder hergestellt
werden kann. In diesen Fällen muss eine Korrektur aktiv während der Messung durchgeführt
werden.

Visualisierung von Lokalisationsdaten

Bei der Lokalisationsmikroskopie erhält man aus einer Messung zunächst kein Bild der aufge-
nommenen Struktur, sondern die Positionen und weitere Parameter der detektierten Moleküle.
Zur Visualisierung dieser Daten muss, basierend auf den Positionsinformationen, ein Bild neu
generiert werden. Hierbei gilt es die effektive optische Auflösung (Strukturauflösung), die durch
die aufgenommenen Daten erreicht wurde, korrekt wiederzugeben. Gleichzeitig soll das resul-
tierende Lokalisationsbild vom Betrachter auch leicht interpretierbar und mit Bildern anderer
Verfahren der Fluoreszenzmikroskopie vergleichbar sein.
Die gängigste Methode zur Darstellung von Lokalisationsdaten ist das in Kapitel 3.3.1 be-
schriebene Verfahren, welches über jede Position im Bild eine Gauß-Verteilung setzt, deren
Standardabweichung der jeweiligen Lokalisationsgenauigkeit entspricht. Wie schon in [Badde-
ley et al., 2010] erläutert, birgt diese Darstellung einige Nachteile (s. Kapitel 4.1). Alternati-
ve Methoden für eine verbesserte Visualisierung von Lokalisationsdaten wurden in [Baddeley
et al., 2010] vorgeschlagen. Eine Möglichkeit bietet ein Histogramm basiertes Verfahren mit ad-
aptiver Pixelgröße, welches eine korrekte Darstellung der Daten im Bezug auf die Strukturauf-
lösung bietet. Aufgrund der großen Pixel im Bereich von mittleren bis niedrigen Punktdichten
im Bild, entsteht jedoch der Eindruck einer sehr “kantigen“, “verpixelten“ Struktur. Dieser
Nachteil tritt bei der zweiten vorgeschlagene Visualisierung, basierend auf einer Delaunay-
Triangulation, nicht auf.
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Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden weitere Methoden zur verbesserten Darstellung
von Lokalisationsdaten entwickelt. Durch die Bestimmung der lokalen Punktdichte, basierend
auf den Nächsten-Nachbarn-Distanzen (bzw. dem jeweiligen Mittelwert zu den nächsten 4 be-
nachbarten Molekülen), wird eine Visualisierung ermöglicht, welche der gängigen Methode zur
Erstellung eines Lokalisationsbildes ähnelt, die Strukturauflösung jedoch korrekt widerspie-
gelt. Da die Methode jede Molekülposition einzeln betrachtet, kann zusätzlich die Information
der detektierten Photonen pro Einzelmolekülsignal in die Darstellung miteinbezogen werden.
Auf diese Weise kann ein Lokalisationsbild erzeugt werden, dessen Intensitätswerte von der
Signalstärke der einzelnen Moleküle und deren Dichte abhängen. Dies entspricht dem, was der
Betrachter von konventionellen fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen erwarten würde und
gewohnt ist.

Cluster-Analyse von Her2/neu-Proteinen in Brustkrebszellen

Die Bildung von Protein-Clustern spielt eine wichtige Rolle bei vielen biologischen Prozessen.
Deren Analyse stellt aus diesem Grund die Basis für viele Ansätze der Lokalisationsmikrosko-
pie zur Untersuchung biologischer Fragestellungen dar. So wurde beispielsweise in [Baddeley
et al., 2009b] die Verteilung von Ryanodin-Rezeptoren, die in großen “Super-Clustern“ aggre-
gieren, auf ähnliche Weise untersucht.
In der vorliegenden Arbeit wurde ein Algorithmus entwickelt, welcher ein automatisiertes Auf-
finden von Clustern in einer Reihe von Lokalisationsaufnahmen und deren Analyse ermöglicht.
Im Gegensatz zu den Analysen von [Baddeley et al., 2009b], stand hier die Charakterisierung
von sehr viel kleineren Clustern im Vordergrund, deren innere Anordnung unterhalb der Struk-
turauflösung der Lokalisationsaufnahmen liegt. Information über die Verteilung der Proteine
innerhalb eines Clusters kann in diesem Fall nur über eine Analyse der Proteindichte bzw. der
Abstände zwischen den einzelnen detektierten Molekülen gewonnen werden. Als Anwendungs-
beispiel wurde die ausführliche Analyse des Membranrezeptorproteins Her2/neu aufgeführt,
das eine wichtige Rolle in der Diagnose und Therapie von Brustkrebs spielt.
Die Größenbestimmung der Cluster auf verschiedenen Brustkrebszelltypen und einer Zelllinie
eines gesunden Spenders ergab einen mittleren Durchmesser von 67 nm. Im Bezug auf die
Cluster-Größe konnte kein Unterschied zwischen den verschiedenen Zelltypen festgestellt wer-
den. Dies ist in Übereinstimmung mit Ergebnissen aus Untersuchungen von Her2/neu mit der
optischen Raster-Nahfeld-Mikroskopie [Nagy et al., 1999], welche gezeigt haben, dass die Grö-
ße der Her2/neu-Cluster unabhängig von der Gesamtzahl der exprimierten Her2/neu-Proteine
pro Zelle ist.
Durch weitere statistische Analysen, basierend auf den Distanzen zwischen den einzelnen de-
tektierten Molekülen, in Verbindung mit den Cluster-Analysen, konnte ein Unterschied der
Her2/neu-Verteilung auf den verschiedenen Zelltypen gezeigt werden. Bei gleicher Cluster-
Größe liegt bei den Krebszelllinen eine höhere Dichte von Her2/neu-Proteinen innerhalb der
Cluster vor, im Vergleich zu der Zelllinie des gesunden Spenders. Mit dieser Methode konnten
sogar Unterschiede zwischen den beiden verschiedenen Krebszelllinien auf dem Niveau einzel-
ner Proteine festgestellt werden. Im Vergleich zu konventionellen Verfahren, wie beispielsweise
der FACS-Analyse, mit der die Gesamtzahl von bestimmten Proteinen in einer Zelle festgestellt
werden kann, bietet der im Rahmen dieser Arbeit entwickelte Ansatz die Möglichkeit einer
Differenzierung anhand der Verteilung der einzelnen Her2/neu-Proteine in der Zelle sowie in
den Clustern. Durch den Vergleich mit den Ergebnissen einer FACS-Analyse von Her2/neu
in den verschiedenen Zelllinien, konnten die Ergebnisse der Lokalisationsmessungen nicht nur
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bestätigt werden, sondern auch zusätzliche Informationen bezüglich der Cluster-Dichte auf der
Membran gewonnen werden.
Erste Zwei-Farben-3D-Lokalisationsmessungen von Her2/neu- und Her3-Clustern haben ge-
zeigt, dass deren räumliche Anordnung mit einer Genauigkeit von ca. 25 nm in allen drei
Raumrichtungen bestimmt werden kann. Hierdurch wird nicht nur aufgrund der dritten zu-
gänglichen Raumrichtung mehr Information gewonnen, sondern auch durch die Verteilung der
beiden unterschiedlichen Proteintypen relativ zueinander. Durch die Kombination mit den
oben aufgeführten statistischen Analysen könnte ein noch tieferer Einblick in die Verteilung
von Proteinen erreicht werden.
Die Erkenntnisse der Cluster-Analyse von Her2/neu könnten zu einem besseren Verständ-
nis der Rolle und Funktionsweise dieses Proteins in der Entstehung und Behandlung von
Brustkrebs führen. Zudem eröffnet die Methode neue Möglichkeiten einer präziseren Diagnose
des Her2/neu-Status, der mit einer schlechteren Prognose der Brustkrebspatientinnen korre-
liert [Slamon et al., 1967,Slamon et al., 1989,Elledge et al., 1992]. Auf diese Weise könnte eine
individuellere Therapie der Patientinnen stattfinden, welche zu einem erhöhten Erfolg führen
könnte.

Quantitative Strukturanalyse von Tight Junction-Netzwerken

Tight Junctions halten benachbarte Zellen zusammen und regulieren den parazellulären Trans-
port von Molekülen und Ionen. Hierbei ist ein wichtiger Parameter die Morphologie der Ma-
schen im Netzwerk der Tight Junctions.
Elektronenmikroskopische Aufnahmen haben bereits die maschenförmigen Netzwerkstruktu-
ren der Tight Junctions gezeigt [Morita et al., 1999,Piontek et al., 2008,Piontek et al., 2011].
Allerdings war eine quantitative Analyse, vor allem aufgrund des hohen Zeitaufwands, der
dafür nötig wäre, bisher nicht durchführbar. Die Lokalisationsmikroskopie hingegen stellt
eine zwar niedrigere jedoch genügend hohe Strukturauflösung zur Visualisierung der Tight
Junction-Netzwerke zur Verfügung. Die Spezifität der Fluoreszenzmarkierung, die präparati-
ven Vorteile sowie die Fähigkeit weit ausgedehnte Netzwerke schnell und effizient aufzunehmen,
eröffnen im Vergleich zur Elektronenmikroskopie die Möglichkeit einer quantitativen Struk-
turanalyse morphologischer Eigenschaften von Tight Junction-Netzwerken.
Die in der vorliegenden Arbeit aufgeführte Analyse der Maschengröße der von Claudin-3 und
Claudin-5 gebildeten Netzwerke haben gezeigt, dass bei beiden Proteintypen jeweils zwei un-
terschiedliche Verteilungen vorliegen. Ein großer Teil der Maschen besitzt einen Durchmesser
von weniger als 100 nm. Eine weitere Anhäufung ist im Bereich zwischen 300 nm und 600 nm
zu beobachten. Im Fall von Claudin-3 liegen die beiden Verteilungen näher beieinander als
bei Claudin-5. Eine Bestimmung des Feret-Durchmessers hat gezeigt, dass die Mehrzahl der
Maschen in elliptischer Form vorliegt. Hier ist die Abweichung von einer Kreisform der Ma-
schen von Claudin-5 leicht erhöht gegenüber den Maschen von Claudin-3. Betrachtet man
die gesamte Ausdehnung der Tight Junction-Netzwerke, so ist zu erkennen, dass diejenigen,
welche von Claudin-5 gebildet wurden, sich ebenfalls mehr in einer Richtung erstrecken als
die von Claudin-3. Dies könnte auf einen Zusammenhang zwischen der Form der einzelnen
Maschen und des gesamten Netzwerks hindeuten. Bei den Untersuchung der Proteindichte auf
den Strängen der Maschen und außerhalb der Strukturen konnte kein deutlicher Unterschied
festgestellt werden.
In weiterführenden Experimenten könnten Strukturen von anderen Proteinen, die am Aufbau
der Tight Junctions beteiligt sind und andere Funktionen ausüben, mit der in der vorliegen-
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den Arbeit beschriebenen Methode analysiert werden, um den Zusammenhang zwischen deren
Funktion und deren Struktur zu untersuchen. Eine Bestimmung der Dynamik der einzelnen
Proteine in den hochaufgelösten Lokalisationsbildern könnte einen tieferen Einblick in die mor-
phologische Organisation und die Funktion der Tight Junction-Netzwerke ermöglichen.
Die Weiterentwicklung des Algorithmus zur Maschenanalyse könnte die Untersuchungen effi-
zienter und präziser machen. In [Andres et al., 2008] wurde für die Segmentierung von Mem-
branen in elektronenmikroskopischen Bildern von Nervengewebe ein Algorithmus vorgestellt,
der auf statistischem maschinellem Lernen (machine learning) beruht. Dieser generiert eine
“Kanten-Wahrscheinlichkeits-Karte“ durch einen Random-Forest-Klassifikator, welche dann
mithilfe einer Watershed-Transformation in “Super-Voxels“ aufgeteilt wird. Eine ähnliche Pro-
zedur könnte für die Segmentierung der Maschen in den Tight Junction-Netzwerken verwendet
werden.

Distanzanalyse von Splicing-Faktoren im Bezug auf die Faltung der mRNA

Die Entwicklung eines Algorithmus, der die Distanzen von Proteinen zu einer anderen Struktur
bestimmt und das in Abhängigkeit ihrer jeweiligen Position entlang dieser Struktur, ermög-
licht eine Untersuchung von Proteinverteilungen gekoppelt mit ihrer Lokalität im Präparat.
Diese Methode wurde genutzt, um die Distanzen von CELF1-Splicing-Faktoren, die um die
mRNA angelagert sind, zum transkribierten DNA-Strang zu bestimmen und die Abhängigkeit
der Distanz von der relativen Position entlang des DNA-Strangs zu analysieren.
Die Ergebnisse haben gezeigt, dass die Distanz der Splicing-Faktoren zum DNA-Strang um
ein Vielfaches kürzer ist als die Länge des transkribierten DNA-Strangs. Diese verkürzte Aus-
dehnung der mRNA wurde auch schon in Aufnahmen der Elektronenmikroskopie beobachtet
und beschrieben [Laird et al., 1976]. Die SPDM-Messungen, die im Rahmen der vorliegenden
Arbeit durchgeführt wurden, ermöglichen erstmals eine detaillierte Beschreibung der Distanz-
verteilung der CELF1-Moleküle um den DNA-Strang, basierend auf den Daten lichtmikrosko-
pischer Aufnahmen. Da diese Proteine am Splicing-Prozess der mRNA beteiligt sind, geben
sie somit auch deren Position an. Die deutlich verkürzte Distanz bzw. reduzierte Ausdehnung
der mRNA relativ zum abgelesenen DNA-Strang resultiert von ihrer Faltung zu einer Sekun-
därstruktur.
Theoretische Modelle [Bundschuh und Hwa, 2002,Fang et al., 2011] beschreiben die Faltung
von Einzelstrang-RNA. Basierend auf den Ergebnissen der Simulationen von [Fang et al., 2011]
wurde an die experimentellen Daten, der in der vorliegenden Arbeit beschriebenen Distanzana-
lysen, eine entsprechende Modellfunktion angepasst. Diese liefert eine gute Beschreibung der
Daten, die erhaltenen Parameter weichen jedoch leicht von denen der theoretischen Simulatio-
nen ab. Der Grund hierfür könnte einerseits biologische Ursachen haben, wie beispielsweise die
Ausdehnung von bestimmten Proteinen, die am Prozess der Transkription und der weiteren
“Reifung“ der mRNA beteiligt sind. Andererseits lag die Strukturauflösung bei den Lokalisa-
tionsaufnahmen im Bereich von 50 nm, wodurch eine präzise Beschreibung der tatsächlichen
Struktur unterhalb dieses Werts nicht möglich ist. Auch die Effekte der Projektion in eine
Ebene, der Struktur, die sich räumlich um die Achse der DNA windet, wurden nicht berück-
sichtigt.
Um mehr über die Faltung der mRNA zu erfahren, könnte man die experimentellen Ergebnisse,
die im Rahmen dieser Arbeit erzielt wurden, mit weiteren Simulationen, basierend auf theore-
tischen Modellen, vergleichen. Auf diese Weise könnten auch verschiedene Modell anhand der
Daten überprüft werden.
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6.3 Ausblick

Der Schwerpunkt dieser Arbeit lag auf quantitativen Untersuchungen biologischer Fragestel-
lungen mithilfe der Lokalisationsmikroskopie. Diese Methode der hochauflösenden Lichtmi-
kroskopie eignet sich in besonderer Weise für derartige Analysen, da neben der erhöhten Struk-
turauflösung zusätzliche Informationen über die einzelnen detektierten Moleküle zur Verfügung
stehen. Mittlerweile wird dies sehr vielseitig für statistische Analysen der Lokalisationsdaten
genutzt. Über die in der vorliegenden Arbeit beschriebenen Anwendungen hinaus, wurde in
weiteren Projekten der Arbeitsgruppe die Anordnung von Histon-Proteinen im Zellkern auf
diese Weise untersucht [Gunkel et al., 2009,Bohn et al., 2010,Markaki et al., 2011].
Andere Arbeitsgruppen haben gezeigt, dass Lokalisationsmikroskopie auch für Single/Multiple
Particle Tracking verwendet werden kann [Manley et al., 2008,Baddeley et al., 2011], um zu-
sätzliche Information über die Dynamik der einzelnen detektierten Molekül zu erhalten. Auch
erste Ansätze für zeitlich aufgelöste Lokalisationsaufnahmen in lebenden Zellen konnten rea-
lisiert werden [Hess et al., 2007]. Hier liegt die zeitliche Auflösung jedoch noch im Bereich von
10 s, was für die meisten biologischen Anwendungen nicht ausreichend ist.
Neben den zahlreichen Mehr-Farben- und 3D-Ansätzen der letzten Jahre [Shroff et al., 2007,
Bates et al., 2007, Bock et al., 2007, Huang et al., 2008, Juette et al., 2008, Lemmer et al.,
2008,Gunkel et al., 2009, Pavani et al., 2009, Shtengel et al., 2009], ist ein deutlicher Trend
zu mehr quantitativen und statistischen Analysen, basierend auf der Lokalisationsmikrosko-
pie, zu erkennen. Auch die Dynamik der einzelnen Moleküle spielt eine immer größere Rolle.
Einen entscheidenden Beitrag leistet dazu auch die fortschreitende Entwicklung schneller und
sensitiver Detektorsysteme. Diese und die Photonenausbeute der Fluorophore stellen, neben
den Herausforderungen bei der Markierung biologischer Strukturen, die limitierenden Para-
meter in der Lokalisationsmikroskopie dar. Neu entwickelte Detektoren, wie z.B. die Integra-
tion einzelner Lawinenphotodioden (SPADs, Singel-Photon Avalanche Diodes) in die CMOS
(Complementary Metal Oxide Semiconductor)-Technologie [Veerappan et al., 2011], die es er-
möglichen einzelne Photonen mit einer Zeitauflösung von einigen ns zu detektieren, könnten
weitere Anwendungsgebiete der Lokalisationsmikroskopie eröffnen. Auf diese Weise wäre es
denkbar, die Fluoreszenzlebensdauer der einzelnen detektierten Moleküle zu bestimmen.
Aufgrund der hohen Strukturauflösung und Spezifität, im Bezug auf die Markierung biolo-
gischer Strukturen, eignet sich die Lokalisationsmikroskopie in besonderer Weise zur Kombi-
nation mit anderen Mikroskopietechniken, wie beispielsweise der Elektronenmikroskopie. Die
grundlegende Verknüpfung der Lichtmikroskopie mit der Elektronenmikroskopie wurde schon
vor vielen Jahren beschrieben (Details s. [Hayat, 1987]). Ein erster Ansatz, die Lokalisations-
mikroskopie mit der Elektronenmikroskopie zu kombinieren, wurde von [Betzig et al., 2006] ge-
zeigt. Für die Untersuchung aktueller biologischer Fragestellungen wäre die Entwicklung eines
routinemäßig arbeitenden Systems erforderlich, wie es bereits für die Kombination von konven-
tioneller Fluoreszenzmikroskopie mit der Elektronenmikroskopie realisiert wurde [Polishchuk
et al., 2000,Kukulski et al., 2011]. Hier können biologische Strukturen durch die Fluoreszenz-
mikroskopie in lebenden Zellen beobachtet werden, um dann zu einem beliebigen Zeitpunkt ein
Bild ihrer “Ultrastruktur“ aufzunehmen. Die Kombination der Lokalisationsmikroskopie mit
der Elektronenmikroskopie würde eine deutlich präzisere Korrelation der Strukturen in beiden
Mikroskopieaufnahmen ermöglichen. Auch die Effizienz des Auffindens der interessanten Re-
gionen bei der Elektronenmikroskopie würde gesteigert, da bei der Lokalisationsmikroskopie
aufgrund ihrer hohen Strukturauflösung eine gezieltere Vorauswahl stattfinden kann.
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