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„An organism is so complex a thing, and growth so complex a phenomenon, that for growth to be 

so uniform and constant in all the parts as to keep the whole shape unchanged would indeed be 

an unlikely and an unusual circumstance. Rates vary, proportions change, and the whole 

configuration alters accordingly“ 

D'Arcy Wentworth Thompson 1917 
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ZUSAMMENFASSUNG 

 

In dieser Arbeit wird zum ersten Mal gezeigt, wie durch Verformung eines elastischen 

Substrates, Kraft in Zellen übertragen werden kann und an welchen Punkten diese Kraft in 

Zellen übertragen wird. Da sich eine eingeleitete Kraft nicht gleichmäßig im Substrat verteilt, 

wurden Bereiche mit hoher Krafteinleitung identifiziert und weiter charakterisiert. Hierbei 

konnte gezeigt werden, dass unter Einfluss einer von außen eingeleiteten Dehnung, die 

Fokaladhäsionen fest mit dem Untergrund verbunden sind und dass die Kopplung, zwischen der 

Zelle und ihrer Umgebung, im Bereich der Fokaladhäsionen und den Stressfaserenden 

stattfindet. In diesem Bereich konnte eine plastische Verformung der Stressfaserenden 

beobachtet werden. Darüber hinaus konnte ausgeschlossen werden, dass diese Verformung 

durch Aktin-Polymerisation verursacht wird. Als Ergebnis der plastischen Verformung an den 

Enden und einer abnehmenden Gesamtspannung der Zelle, konnte gezeigt werden, dass die 

Zellen nach einer Dehnung weniger Kraft ins Substrat einleiten können, als vor der Dehnung. 

Der genaue Mechanismus bei der plastischen Verformung bleibt der klassischen 

Mikroskopietechnik verborgen. Um diese Strukturen auflösen zu können bedarf es einer 

hochauflösenden Mikroskopietechnik, wie sie zur Zeit in vielen Instituten entwickelt wird.  

In diesem Zusammenhang wurde damit begonnen ein dSTORM-Aufbau zu etablieren. Bei dieser 

Mikroskopietechnik wird das stochastische Blinken von Fluoreszenzfarbstoffen ausgenutzt. Die 

Position einzelner Signale kann dabei sehr genau bestimmt werden. Die Summe dieser 

Positionen liefert ein Gesamtbild der abzubildenden Struktur, dessen Auflösungsgenauigkeit im 

Nanometerbereich liegt. Da diese Technik hochsensibel gegenüber verschiedenen Parametern, 

wie zum Beispiel dem Signal zu Rauschverhältnis und der Ausleuchtung ist, bedarf es einer 

genauen Kalibrierung eines jeden dSTORM-Aufbaus. In dieser Arbeit wurden 

Kontrollmessungen durchgeführt und Parameteränderungen simuliert, um  den Grundstein für 

spätere Experimente zu legen, die ein genaues Bild von den Strukturen im Bereich zwischen 

Fokaladhäsionen und den Stressfaserenden liefern sollen. Darüber hinaus wurde ein Verfahren 

etabliert, durch das es möglich ist, die durch Thermik verursachte Bewegung der Probe zu 

erfassen, da diese im Bereich der Nanoskopie einen sehr großen Störfaktor darstellt. Hierzu 

wurden neben den klassischen Fluoreszenzfarbstoffen, die in späteren Experimenten zur 

Markierung der Strukturen in der Zelle dienen werden, auch fluoreszierende Kugeln auf die 

Oberfläche der Probe gebracht. Bei den anschließenden Aufnahmen können die Kugeln getrennt 

von dem anderen Farbstoff aufgenommen werden. Zudem wurde eine Software entwickelt, die 

es erlaubt mikroskopische Aufnahmen zeitnah zu analysieren, während gleichzeitig die 

thermische Bewegung der Probe kompensiert wird.  
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1 Einleitung 

Eines der beeindruckendsten Ergebnisse der Evolution, ist das Auftreten der Metazoa. Einzelne 

Zellen verbinden sich mit anderen Zellen oder mit der, sie umgebenen, extrazellulären Matrix. 

Form und Wachstum beeinflussen sich dabei gegenseitig. Bei größeren Populationen von Zellen 

bietet sich die Möglichkeit der Arbeitsteilung. Die Spezialisierung von einzelnen Gruppen 

innerhalb eines Organismus führt zu einer Erweiterung der Fähigkeiten. Die Entwicklung in 

einen stärker spezialisierten Zustand wird bei Zellen als Differenzierung bezeichnet. Molekular 

beruht die Differenzierung auf einer Auswahl der exprimierten Gene. Neben der Vielzelligkeit ist 

die unterschiedliche Differenzierung der Zellen ein herausstechendes Merkmal der Metazoa. 

Die Verbindung zu einem vielzelligen Organismus wird dabei über sogenannte Zelladhäsionen 

vermittelt. Zelladhäsionen sind räumlich abgegrenzte Bereiche, in denen die Kopplung von 

Zellen zu ihrer Umgebung stattfindet. Um einen komplexen Organismus zu organisieren, 

mussten für die Kopplung spezifische molekulare Wechselwirkungen entstehen. Schwämme 

Porifera besitzen schon wichtige Vorläufer spezifischer Proteine der Zell-Zell und Zell-Matrix 

Adhäsionen (Burke 1999) und der extrazellulären Matrix (Schütze et al. 2001). 

Für ihre Funktionalität müssen Zellen ihr inneres Milieu konstant halten. In der Physiologie wird 

dieser Begriff als Homöostase bezeichnet. Zellen müssen ständig ihre Form genau kennen und 

den „Ist“-Zustand, dem „Soll“-Zustand anpassen. Physikalische Signale, wie Druck und Kraft, 

müssen von den Zellen gemessen und verarbeitetet werden. Erst dadurch ist die Zelle in der 

Lage, ihre Form und Funktion zu steuern.  

Für die Formgebung und Organisation von Zellen und Zellverbänden müssen mechanische 

Kräfte aufgewendet werden. Die Krafterzeugung bzw. Kraftübertragung geschieht dabei im 

Zytoskelett der Zellen. Die Kraftübertragung zwischen der Zelle und ihrer Umgebung wird 

hierbei über die Zelladhäsionen gewährleistet.  

Physikalische Prozesse regulieren die Zusammensetzung, die Faltung und Synthese von 

Proteinen und schließlich die Funktion von Zellen. Welche Rolle dabei physikalische Kräfte 

spielen ist wichtig für unser Verständnis der Biologie der Zelle und wird einen tieferen Einblick 

in die grundlegenden Prozesse der Biologie gewährleisten (D. Discher et al. 2009). 

In den letzten Jahren wurde deutlich, dass einzelne Zellen einen „Tastsinn“ besitzen (Donald E 

Ingber 2006). Mechanische Prozesse steuern dabei epigenetische Veränderungen in den Zellen. 

Diese Prozesse sind entscheidend bei der Embryogenese, Differenzierung und der 

Aufrechterhaltung der Homöostase von Zellen, Geweben und Organismen (D’arcy 1942).  

In verschiedenen Untersuchungen wurde gezeigt, dass mechanische Reize in unterschiedlichen 

Zellbereichen molekulare Veränderungen auslösen können. Auf welche Weise diese lokalen 

Veränderungen zu einem mechanischen „Tastsinn“ der Zellen zusammengefügt werden, ist aber 

immer noch unklar (Donald E Ingber 2006). Aus diesem Zusammenhang heraus ist man bemüht, 
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die Knotenpunkte des „Tastsinns“ von Zellen und die daran gekoppelten Signalwege aufzuklären 

(C.S. Chen 2008). 

1.1 Strukturen zur Bildung von Zellverbänden 

Der Mensch besteht aus ca. 1013 Zellen. Ein Großteil ist fest untereinander verbunden und bildet 

durch festgelegte Positionen, Formen und Aufgaben einen funktionierenden Organismus. Dabei 

werden aus einem Fundus von Zelltypen die unterschiedlichsten Gewebe gebildet, welche auf 

sehr unterschiedliche Weise zusammengehalten werden. Die Verbindung der Zellen findet im 

Allgemeinen an räumlich genau definierten Bereichen in der Membran statt. Das Zytoskelett 

bindet an diese Bereiche und koppelt so das Innere der Zelle mit der Umgebung. 

Zytoskelett 

Um ihre Funktion ausüben zu können, müssen Zellen eine definierte Form annehmen. Diese 

Form wird über das Zytoskelett aufrechterhalten. Dabei muss die Zelle robust sein, um z.B. 

mechanische Spannung und/oder Dehnung standzuhalten. Gleichzeitig muss sie aber auch 

dynamisch sein, um auf Veränderungen reagieren zu können. All dies wird von dem Zytoskelett 

der Zellen gewährleistet. 

Das Zytoskelett der Eukaryoten besteht aus Netzwerken, welche wiederum aus fadenförmigen 

Strukturen (Filamenten) aufgebaut sind. Alle Filamente werden dabei durch Polymerisation aus 

Untereinheiten gebildet. Das Zytoskelett besteht im Wesentlichen aus drei unterschiedlichen 

Komponenten, nämlich den Mikrofilamenten, den Intermediärfilamenten und den Mikrotubuli. 

Intermediärfilamente 

In fast allen Metazoa sind Intermediärfilamente im Nukleus zu finden. Laminine bilden dort ein 

Gerüst (Senda et al. 2005). In Vertebraten finden wir außerhalb des Zellkerns eine weitere große 

Familie der Intermediärfilamente. Hier werden Strukturen im Zytoplasma der Zelle gebildet. Im 

Gegensatz zu Mikrofilamenten und Mikrotubuli sind diese Strukturen nicht für die Zellteilung 

und das Überleben der Zelle wichtig. Die Expression dieser Familie findet nur in wenigen 

Zelltypen statt.  

Die Intermediärfilamente zeigen in vielen Zellen eine Interaktion mit anderen Teilen des 

Zytoskeletts. Die unterschiedlichen Komponenten des Zytoskeletts können dabei physikalisch 

verbunden sein. Die Verbindung kann bekannte Eigenschaften der anderen Netzwerke 

hinzufügen, aber auch ganz neue erschaffen (E. Fuchs 2001). 

Mikrotubuli 

Mikrotubuli kommen in allen Zellen der Metazoa vor. Ein Mikrotubulus ist ein Polymer aus dem 

Protein Tubulin. Tubulin ist ein Heterodimer aus einer - und -Untereinheit. Durch das 

ausgerichtete Anlagern von Tubulinen entsteht ein Protofilament. Einzelne Protofilamente 
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lagern sich zusammen und formen dabei eine hohle Röhre. Diese wird als Mikrotubulus 

bezeichnet. Die ausgebildete Röhre besteht normalerweise aus 13 Protofilamenten (Amos et al. 

1979). Durch eine parallele Anordnung hat jeder Mikrotubulus ein Minus-Ende mit einem -

Tubulin und ein Plus-Ende mit einem -Tubulin. Mikrotubuli sind typischerweise in Zellen mit 

ihrem Minus-Ende an ein Zentrosom gebunden, welches immer in Nukleusnähe zu finden ist. In 

der G1-Phase durchziehen Mikrotubuli, ausgehend vom Zentrosom, die ganze Zelle. Zur 

Krafterzeugung binden die Motorproteine Dynein und Kinesin an die Mikrotubuli. 

Motorproteine erzeugen Kräfte und können dadurch entlang der Mikrotubuli wandern (Vallee et 

al. 1990). Auf diese Weise werden die, an die Motorproteine gebundenen Zellkompartimente der 

Zelle, wie Vesikel, Chromosome oder Organellen (z.B. Golgi-Apparat oder das Endoplasmatische 

Retikulum) organisiert. Viele Gifte (z.B. Vinblastin, Paclitaxel) beeinflussen die Mikrotubuli und 

können somit die Zellteilung unterdrücken. Diese Eigenschaft der Gifte wird erfolgreich in der 

Krebstherapie eingesetzt (Blagosklonny et al. 1999). 

Während Mikrotubuli von großer Bedeutung für die Homöostase von Zellen sind, zeigen sie aber 

kaum, bis keine direkte Interaktion mit Zelladhäsionen (Goldyn et al. 2009). Sie spielen daher 

bei der Interaktion von Zellen mit Zellen oder bei der Interaktion von Zellen mit der ECM nur 

eine untergeordnete Rolle. 

Mikrofilamente  

Die Mikrofilamente werden aus dem Protein Aktin geformt. Aktin kommt in allen 

eukaryotischen Zellen vor. Speziell beim Menschen findet man sie in sechs paralogen Varianten. 

Die Varianten unterscheiden sich nur in wenigen Aminosäuren. Auch die Unterschiede zu 

anderen Organismen sind dabei sehr gering. Die Genfamilie ist bei den Eukaryoten hoch 

konserviert (Skarp et al. 2010). Als einzelnes Monomer hat Aktin eine Größe von ca. 42 kDa mit 

374 bis 375 Aminosäuren und wird als G-Aktin (globuläres Aktin) bezeichnet. Aktin ist eine 

Adenosintriphosphatase und kann durch Polymerisation der Monomere, Filamente mit einem 

Durchmesser von 8 nm bilden (Fujii et al. 2010). 

Aktinfilamente haben eine helikale Struktur, mit einem Gangunterschied von 37 nm. Sie lagern 

sich räumlich ausgerichtet an, besitzen somit eine Orientierung und haben ein Minus- und Plus-

Ende. Dadurch entstehen Unterschiede im Polymerisationsverhalten der Enden. Der Prozess der 

Polymerisation ist einer der am besten regulierten Prozesse in der Zelle (Chhabra et al. 2007). 

In der Zelle bildet F-Aktin sehr unterschiedliche Strukturen. In Muskelzellen wird die 

regelmäßige Struktur der Sarkomere gebildet (Ono 2010). In adhärenten Zellen liegt F-Aktin in 

verschiedenen Strukturen vor (Chhabra et al. 2007). Die Art der Vernetzung, kreuzvernetzt oder 

parallel, entscheidet dabei über die ausgebildete Struktur. In Zellen werden so dreidimensionale 

Netzwerke bis quasi zweidimensionale parallele Bündel gebildet.  
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Durch die Bewegung von Motorproteinen entlang eines Aktinfilaments können mechanische 

Kräfte erzeugt werden. F-Aktin kann von der Proteinfamilie Myosin gebunden werden. Myosin II 

kann durch Hydrolyse von ATP eine Bewegung entlang des Filaments ausführen (Manstein et al. 

1989). Das Myosin II wandert gerichtet zum Plus-Ende des Filaments. Proteine aus der Myosin 

Familie können dabei fest mit anderen Strukturen verbunden sein und diese Strukturen entlang 

des Filaments bewegen. 

Myosin II-Proteine liegen typischerweise gebündelt vor (Svitkina et al. 1989). Ein solches 

Bündel hat dadurch mehrere Enden, die sich entlang des F-Aktins bewegen können. Wenn sich 

mehrere Myosin II-Proteine entlang von unterschiedlichen Aktinfilamenten bewegen, werden 

die Filamente auf diese Weise aneinander vorbei bewegt.  

F-Aktin kann auch parallel angeordnet sein und dadruch zu dickeren Filamenten gebündelt 

werden. Die Art und Weise wie eine Verknüpfung vermittelt wird, entscheidet über die Funktion 

solcher Bündel (K Weber et al. 1974). Die Vernetzung kann zum Beispiel durch kurze steife 

Proteine verursacht werden, wie z.B. Fimbrin (Bretscher et al. 1980). F-Aktin und Fimbrin 

bilden auf diese Weise ein dichtgepacktes Bündel. Diese Bündel befinden sich im Allgemeinen in 

Ausstülpungen der Plasmamembran, in sogenannten Filopodien. Dabei ist die Packungsdichte 

von F-Aktin so hoch, dass z.B. Myosin II nicht in solche Strukturen eindringen kann. Eine weitere 

Interaktion von F-Aktin mit kreuzvernetzenden Proteinen führt zu einer speziellen Bündelung 

das F-Aktins, welche nachfolgend genauer erläutert wird. 

Stressfaser 

Durch Bündelung mit -Actinin (Lazarides et al. 1975) und der Einlagerung von Myosin (K 

Weber et al. 1974) entstehen sogenannte Stressfasern. Der Name beruht auf der Beobachtung, 

dass ein in Zellen auftretender mechanischer Stress, unter Kulturbedingungen, zur Ausbildung 

von langen graden Filamenten führt (Warren et al. 1924). Erst später bemerkte man, dass diese 

Strukturen selber kontrahieren können, also selber für einen mechanischen Stress in der Zelle 

verantwortlich sind (Kreis et al. 1980). Eine Stressfaser in migrierenden Zellen besteht aus 6 bis 

65 Aktinfilamenten (Cramer et al. 1997). Der Grundaufbau einer Stressfaser beruht auf der 

Bündelung von F-Aktin über -Actinin und dem Einbau von Myosin (Svitkina et al. 1989). Der 

genaue molekulare Aufbau kann dabei sehr unterschiedlich sein. Die größten Variationen im 

Aufbau zeigen migrierende Zellen der Metazoa, welche Stressfasern mit unterschiedlichem 

Aufbau und Verknüpfungen beinhalten (Small 1998). Die Enden können frei im Zytoplasma 

liegen oder mit Strukturen in der Zelle verbunden sein (Stricker et al. 2010). Die Polarität von F-

Aktin innerhalb der Bündelung bestimmt die Bewegungsrichtung der Myosinproteine. Dieser 

Aufbau bildet die Grundlage für die Kontraktionsfähigkeit von Stressfasern. Nur dort, wo sich die 

Polarität von F-Aktin unterscheidet, führt die Bewegung von Myosin II Bündeln zu einer 

Kontraktion von F-Aktin (Kreis et al. 1980).  
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In stationären Zellen wechselt die Polarität von F-Aktin innerhalb einer Stressfaser regelmäßig. 

Die Stressfasern, die an beiden Enden mit fokalen Adhäsionen verbunden sind, haben dabei eine 

alternierende Abfolge von Myosin und -Actinin. In migrierenden Zellen wird der Begriff 

Stressfaser ebenfalls verwendet. Ein Teil der Stressfasern hat hier dieselbe Polarität, die sich 

nicht regelmäßig ändert (Pellegrin et al. 2007). Diese Stressfasern hingegen zeigen fast gar keine 

Kontraktion (Chhabra et al. 2007).  

 

Abbildung 1. Schematischer Aufbau des inneren Teils einer 
Stressfaser. Maximale Länge von Myosin ca. 0.4 µm. Die Polarität 
der Aktinfilamente ist als Pfeil angedeutet. Verändert nach 
(Langanger et al. 1986) 

 

Die Entstehung von Stressfasern in Zellen ist sehr unterschiedlich. In migrierenden 

menschlichen Osteosarkom Zellen (U2OS) werden Stressfasern auf verschiedene Weise 

innerhalb einer Zelle erzeugt, was auch die unterschiedliche Polarität von Stressfasern in diesen 

Zellen erklärt. Die Art der Kreuzvernetzung und die Möglichkeit der Kontraktion variiert hier 

somit mit der Position innerhalb der Zellen (Hotulainen et al. 2006). 

In stationären Podozyten konnte gezeigt werden, dass Stressfasern nur von ihren Enden aus 

wachsen. Die Zusammensetzung und der Aufbau der Stressfasern wird hier durch ein 

kompliziertes Zusammenspiel aus Kraftübertragung und Kraftverteilung gesteuert (N. Endlich et 

al. 2007). 

Die Spannung in den Stressfasern bestimmt die äußere Form der Zelle. Die Adhäsion verbindet 

die Zelle mit der EZM und die dazwischen liegenden Stressfasern arbeiten unter anderem gegen 

die Membranspannung. Zwischen den Adhäsionen ergeben sich die typischen konkaven Formen 

von Zellen auf einer Oberfläche. Die Spannung, die von den Stressfasern erzeugt wird, scheint in 

der Summe immer gleich zu sein (Théry, Pépin, et al. 2006). 

Die mechanischen Eigenschaften von Stressfasern in Zellen sind nicht eindeutig geklärt. Bei der 

Betrachtung einer Stressfaser über die gesamte Länge ergeben sich unterschiedliche Bilder. 
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Wichtig für die Spannung und die Eigenschaften der Stressfasern scheinen der Anteil der 

Motorproteine und die unterschiedliche Kreuzvernetzung zu sein (Furukawa et al. 1997).  

Oft werden die mechanischen Eigenschaften von F-Aktin mit denen eines steifen Kabels 

gleichgesetzt. Wenn an einem F-Aktin-Netzwerk gezogen wird, wird die Verschiebung ohne 

Verlust sofort übertragen (Heil et al. 2010). Beschrieben wurde auch ein mechanisches 

Verhalten von Stressfasern, das physikalisch zwischen dem eines steifen Kabels und einer Feder 

liegt. (Bischofs et al. 2008). Andere Studien haben gezeigt, dass wenn die mechanische Spannung 

innerhalb einer Stressfaser durch einen Schnitt gelöst wird, sich die Schnittkanten viskos und 

elastisch zurückziehen. Dieses Verhalten lässt sich durch eine Feder mit einem gekoppelten 

Dämpfungszylinder beschreiben (Kumar et al. 2006). 

Die beschriebenen mechanischen Eigenschaften einer Stressfaser reichen also von der eines 

Kabels bis zur Feder mit und ohne Dämpfungszylinder. Dabei wurden unterschiedliche Teile 

einer Stressfaser betrachtet. Des Weiteren wurde dieses bei einer Erhöhung oder Erniedrigung 

der Spannung innerhalb der gesamten Stressfaser beschrieben.  

In dieser Arbeit wurden nur Stressfasern analysiert, die eine regelmäßige Abfolge von Myosin 

und -Actinin aufzeigen. Die Zellen sind vollständig ausgebreitet, so dass die beobachteten 

Stressfasern eine Spannung aufgebaut haben. Alle Ergebnisse müssen unter diesem  

Hintergrund betrachtet werden. 

1.1.1 Extrazelluläre Matrix 

Organismen bestehen nicht nur aus Zellen. In Bereichen zwischen den Zellen befindet sich die 

sogenannte extrazelluläre Matrix (EZM). Die EZM ist ein kompliziertes Netzwerk aus diversen 

Proteinen und Polysachariden. Die Komponenten werden von den Zellen selber sekretiert. Die 

Zusammensetzung und die mechanischen Eigenschaften sind dabei sehr variabel (Fomovsky et 

al. 2010). 

Durch das Ausbilden von vernetzten Strukturen bekommt die EZM ihre mechanische Stabilität. 

Netzwerke werden aus den Proteinfamilien der Kollagene, Fibrilline und Elastine gebildet 

(Vakonakis et al. 2007). Der Zwischenraum im Netzwerk wird durch andere Proteine oder 

Polysacharide gefüllt. Eine Vielzahl von Proteinen vermittelt dabei die Adhäsion von Zellen an 

das Netzwerk. Eines der am besten charakterisierten Adhäsionsvermittler ist Fibronektin. Es 

besitzt viele unterschiedliche Bindungsstellen für die EZM, sowie für verschiedene 

Zelladhäsionsproteine. Fibronektin (FN) wird von einer Vielzahl an Zellen sekretiert und dient 

diesen als direkte Verbindung zur EZM (Mosher et al. 1981). 

Die EZM steuert darüber hinaus wichtige Prozesse bei der Wundheilung und bei dem Wachstum 

des Hautepithels (Mousa 2008). Bei der Tumorinvasion wird die EZM durch spezielle Enzyme 

(Metalloproteasen) zerstört (Vincenti et al. 2007). Die EZM ist nicht nur ein passives Substrat, in 
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welches Zellen eingebettet sind, sondern hat aktiven Einfluss auf fast alle Prozesse in der Zelle 

(Lukashev et al. 1998). 

1.1.2 Zellverbindungen 

Das Zytoskelett ist über die Zellmembran mit der EZM oder mit anderen Zellen verbunden. Die 

Intermediärfilamente und die Mikrofilamente binden direkt an diese Bereiche. Hieraus ergeben 

sich vier Kombinationen die im Weitern im Detail erläutert werden. 

 

 Zell-Zell Verbindung Zell-EZM Verbindung 

Mikrofilamente Adherens Junctions fokale Adhäsionen 

Intermediärfilamente Desmosome Hemidesmosomen 

 

Darüber hinaus gibt es noch andere mögliche Verbindungen, wie die „Gap junction“ oder die 

„Tight junction“. Keine von diesen interagiert jedoch direkt mit dem Zytoskelett der Zellen. 

Deswegen wird ihre Bedeutung bei der Kraftübertragung der EZM auf und von dem Zytoskelett 

als gering angesehen (Dejana et al. 1995). 

Eine der vier, in der obigen Tabelle gezeigten, möglichen Verbindungen ist die „Adherens 

Junctions“. Diese vermittelt die Bindung von Zellen untereinander. Cadherine sind hier die 

Transmembranrezeptoren und binden im Zytoplasma an die Mikrofilamente. Im Allgemeinen 

bilden dabei die Mikrofilamente einen, die ganze Zelle umfassenden Gürtel aus. Diese Struktur 

findet man häufig in Epithelzellen. Sie führt zu einer erhöhten mechanischen Stabilität. 

Wenn die Zell-Zell-Verbindungen im Zytosol an Intermediärfilamente binden, werden die 

Verbindungsstellen Desmosome genannt. Hier ist ebenfalls Cadherin das Transmembranprotein. 

Diese Verbindung kommt vermehrt in Zellen vor, die einer mechanischen Belastung ausgesetzt 

sind. Zum Beispiel sind Desmosome in Epithelzellen der Haut mit dem Intermediärfilament 

Keratin verbunden (Allen et al. 1996). 

Intermediärfilamente können auch mit der EZM verbunden sein. Die Strukturen, die diese 

Verbindungen vermitteln, werden Hemidesmosome genannt. Als Transmembranrezeptor 

dienen hier nicht Cadherine, sondern Integrine. Epithelzellen sind zum Beispiel mit der 

Basallamina, einer stabilen Schicht aus EZM verbunden. Die mechanische Bedeutung wird bei 

Krankheiten deutlich, bei der diese Verbindung gestört ist. Als Beispiel kann die bullösen 

Pemphigoid genannt werden. Hier ist das Hautepithel ist nicht fest mit der Basallamina 

verbunden, wodurch es leicht zu einer Blasenbildung der Haut kommt (Dabelsteen 1998). 

Die EZM kann auch über fokale Adhäsionen (FAen) mit Mikrofilamenten verbunden sein. Wie 

bei Hemidesmosomen bilden hier die Proteine der Familie der Integrine die 

Transmembranrezeptoren. Die Strukturen, welche aus den Mikrofilamenten gebildet werden, 

können durch ihre Kontraktion Kräfte auf die FAen übertragen (Lauffenburger et al. 1996). 
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In den hier beschriebenen Experimenten wurden einzelne Myofibroblasten analysiert, welche 

keinen Kontakt zu anderen Myofibroblasten hatten. Diese Zellen exprimieren keine 

Intermediärfilamente, welche Zytoplasma eine Struktur ausbilden, und die Verknüpfung mit der 

EZM findet ausschließlich über die FAen statt (Boris Hinz 2010). Die Zellen eignen sich daher im 

besonderem Maße um FAen und deren Verbindungen zu den Mikrofilamenten zu analysieren. 

Im Weiteren wird der Aufbau einer fokalen Adhäsion beschrieben.  

1.1.3 Fokale Adhäsion 

Fokale Adhäsionen sind 0,25 -1 µm breite und 1-10 µm lange Regionen. Sie haben einen Abstand 

zur EZM von 10-15 nm. In stationären Zellen befinden sie sich im allgemeinen in der Peripherie 

(Izzard et al. 1976). 

Die Bindung der Zelle an die EZM erfolgt über die Integrin-Rezeptor-Familie. Auf der 

extrazellulären Seite binden Integrine verschiedene Proteine der EZM. Auf der 

zytoplasmatischen Seite bindet ein komplexes Netzwerk aus unterschiedlichen Proteinen, 

welches die Verbindung zu Mikrofilamenten herstellt. 

Integrin 

Zellen sind durch eine Plasmamembran begrenzt. Um die Innenseite mit der Außenseite 

mechanisch zu koppeln, muss diese von Proteinen durchquert werden. Ein Komplex, der diese 

Verbindung vermittelt, konnte aus der Zellmembran von Fibroblasten aus dem Haushuhn 

(Gallus gallus domesticus) isoliert werden. Der Komplex wurde wegen seiner zentralen 

Bedeutung der Integrität, der Zelle durch ihre Bindung an die EZM bis zum Zytoskelett, Integrin 

genannt (Tamkun et al. 1986). 

Integrine bestehen aus zwei miteinander verbundenen Glycoprotein-Ketten. Beim Menschen 

werden aus den bisher bekannten 18 - und 8 -Untereinheiten 24 verschiedene Integrine 

aufgebaut (Richard O. Hynes 2002).  

Intergine koppeln über nicht kovalente Bindungen an sehr unterschiedliche Strukturen der EZM. 

Dabei binden verschiedene Kombinationen von Integrinen zum Teil an sehr spezielle 

Strukturen. Einige Motive der EZM werden aber auch von ganz unterschiedlichen Integrin-

Kombinationen erkannt und gebunden. Zum Beispiel wird die Aminosäurensequenz aus Agrinin, 

Glycin und Asparaginsäure, welche in vielen EZM Proteinen vorkommt (Fibronektin, Kollagen), 

von vielen verschiedenen Integrin-Kombinationen gebunden (Plow et al. 2000). 

Intergine verbinden nicht nur die Zelle mit der EZM, sie dienen auch als Rezeptor. Mechanische 

und chemische Signale werden von ihnen detektiert. Integrine steuern so z.B. direkt die 

Proliferation der Differenzierung von Zellen (Giancotti 1999). 

Die Oberfläche fast jeder Zelle beim Menschen präsentiert die Proteine der Integrin-Familie. Die 

Bindung an diese wird auch von einem breiten Spektrum von pathogenen Mikroorganismen wie 
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z.B. Viren genutzt (Stewart et al. 2007). Die Proteinfamilie ist daher von großer Bedeutung beim 

Menschen und kommt, mit der Ausnahme von Erythrozyten, in jeder Zelle vor. 

Das Multiprotein Netzwerk der FA  

Auf der zytoplasmatischen Seite der Integrine bindet ein Komplex, bestehend aus vielen 

verschiedenen Proteinen. Aktuell sind 156 Komponenten beschrieben, welche 690 

Interaktionen eingehen. Jede Komponente geht im Mittel 8,66 Interaktionen ein (Projekt: „Focal 

Adhesion Network“). Die meisten dieser Interaktionen sind Bindungen der einzelnen 

Komponenten aneinander. Dabei vermittelt ein großer Teil dieser Komponenten die Bindung zu 

Mikrofilmenten. Eine Interaktion kann auch eine Modifikation, zum Beispiel durch Kinasen, 

darstellen. Die Abbildung 2 zeigt die außerordentliche Komplexität dieser Bindungen. Trotz der 

hohen Komplexität sind wichtige Knoten in diesem zu Erkennen, mit vielen Ein- und Ausgängen. 

Diese Art der Darstellung zeigt, dass Analysen einzelner Knotenpunkte immer in einem großen 

Zusammenhang betrachtet und interpretiert werden müssen. 

Signale in Zellen werden biochemisch weitergeleitet und verarbeitet. Bei dieser 

Signaltransduktion sind oft eine Vielzahl von Enzymen und sekundären Botenstoffen beteiligt. 

Die verschiedenen Signalwege bilden dabei eine Art Netzwerk. Diese Knoten haben im 

Allgemeinen sehr unterschiedliche Eingänge, aber wenige Ausgänge. Dieses führt dazu, dass 

unterschiedliche Reize dasselbe Signal in den Zellen ansteuern. 

Die Phosphorylierung von Tyrosin steuert in der Signaltransduktion viele unterschiedliche 

Prozesse, wie z.B. Proliferation, Migration und Differenzierung (Lemmon et al. 2010). 

Tyrosinkinasen phosphorylieren zu diesem Zweck Proteine, die dann als sekundärer Botenstoff 

das Signal weiterleiten können. Einige Familien der Tyrosinkinasen bilden Knotenpunkte in der 

Signaltransduktion von Zellen. Verschiedene Kinasen phosphorylieren die gleichen Proteine. Die 

Aktivität der Tyrosinkinasen selbst, kann durch unterschiedliche Modifikation dieser beeinflusst 

werden. So entstehen Signalwege mit Abfolgen von Kinasen, welche wiederum Kinasen 

beeinflussen. 

Auch bei der Signaltransduktion von mechanischen Reizen werden viele bekannte Signalwege 

benutzt. Ein Beispiel von Kinasen, die viele Rezeptoren besitzen, ist die Familie der Src-

Tyrosinkinase. Sie wurde nach dem Protein v-src vom „Rous Sarkom Virus“ benannt (Parker 

1981). Diese, von dem Virus eingebrachte Tyrosinkinase überstrahlt die Funktion, der in der 

Zelle vorkommenden Src-Familie. Durch die Fehlsteuerung der Zellen entsteht ein 

Bindegewebstumor. Eine Aktivität der Src-Familie wird sehr häufig in Zellen gefunden, die 

mechanisch gereizt werden. Viele Proteine der Signaltransduktion, wie Src Kinasen oder die FAK 

(fokale Adhäsions Kinase), sind in der FA zu finden (Benjamin Geiger et al. 2009). 
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Abbildung 2. Funktionelles Netzwerk innerhalb einer FA. Jeder Punkt im 
Kreisrand ist eine Komponente. Die Verbindungen innerhalb des Netzwerks sind 
durch die blauen Geraden gezeigt. (Daten aus dem Projekt „Focal Adhesion 
Network“, Darstellung mit dem Programm „Cytoscape 2.8“) 

 

Die Entstehung einer punktförmigen Adhäsion und ihre Reifung ist dabei ein sehr komplexer 

Vorgang. Hierbei wird eine fokale Adhäsion dynamisch aus den Komponenten aufgebaut. 

Manche Komponenten sind nur zeitweise in der fokalen Adhäsion zu finden, während andere 

Komponenten eines fokal Adhäsions-Gerüstes zu sein scheinen und immer Bestandteil dieser 

sind (Zaidel-Bar et al. 2004). 

Als Beispiel sei eine wichtige Komponente von fokalen Adhäsionen, das Protein Vinculin, 

genannt. Es ist als Adapterprotein an der Bindung der fokalen Adhäsionen an die Stressfasern 

beteiligt (Benjamin Geiger et al. 1980). Vinculin besteht aus 1066 Aminosäuren mit einem 

Molekulargewicht von 116 kDa (Singer 1982). Es hat einen globulären Kopf und eine 

Schwanzdomäne. Durch ein prolinreiches mittleres Segment kann das Protein verschiedene 

Konformationen annehmen. Die Kopfregion kann an Talin und -Actinin binden und besitzt 

darüber hinaus eine Stelle, an der Tyrosin phosphoryliert werden kann. Die Schwanzdomäne 

bindet an F-Aktin und Paxillin. Die Konformation bestimmt dabei die Erreichbarkeit der 

Bindungsstellen (Coutu et al. 1988). 

Eine weitere wichtige Komponente ist die Proteinfamilie VASP (Vasodilatator-Stimuliertes 

Phosphoprotein). Sie wurde zum ersten Mal bei der Blutgerinnung von Blutplättchen 

identifiziert. Hier stellen VASP Proteine ein Substrat von Kinasen dar, welche über zyklisches 

Adenosinmonophosphat reguliert werden (Goldmann et al. 2002). Eine Phosphorylierung von 

VASP hat eine Aggregationshemmung von Thrombozyten zur Folge. VASP bindet an Stressfasern 

und ist in Membranbereichen, wie auch in Filopodien oder Lamellipodien zu finden (Halbrügge 

et al. 1989). VASP kann darüber hinaus Aktinfilamente binden und bündeln (Price et al. 2000).  
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Wie Vinculin ist VASP ein gut vernetztes Protein, mit unterschiedlichen Aufgaben in der FA. In 

dieser Arbeit wurden gereifte fokale Adhäsionen betrachtet, um zu gewährleisten, dass der Auf-

und Abbau über den Analysezeitraum sehr klein war.  

 

1.2 Myofibroblast 

Die Myofibroblasten wurde als Erstes in der Wundheilung beschrieben (Barzik et al. 2005). 

Morphologisch haben sie Eigenschaften von Fibroblasten, aber auch von glatten Muskelzellen. 

Wie Fibroblasten sind sie über fokale Adhäsionen mit der EZM verbunden. Ihre Stressfasern 

hingegen zeigen eine sehr regelmäßige Sakomerstruktur, wie sie bei glatten Muskelzellen zu 

finden ist. Bei einer Verletzung wandern unterschiedliche Zellen in den Wundverschluss ein und 

differenzieren dort zu Myofibroblasten (G. Gabbiani et al. 1971). Diese üben dort eine starke 

Kontraktion aus, die das Gewebe zusammenhält. 

Myofibroblasten sind auch bei der Entwicklung von Organen wie der Lunge beteiligt. (Tomasek 

et al. 2002). Die Differenzierung von Fibroblasten zu Myofibroblasten wird über die Elastizität 

der EZM gesteuert. Dieses konnte sowohl im Organismus (M. Yamada et al. 2005), als auch in 

Zellkultur nachgewiesen werden (Boris Hinz et al. 2001). 

Myofibroblasten eignen sich als Modellorganismus, um die Kraftübertragen in Zellen zu messen. 

Zum einen haben sie stabile Verbindungen zur EZM und üben messbare Kräfte auf ihre 

Umgebung aus, zum anderen reagieren sie auf  Kräfte und Dehnungen, welche auf sie einwirken 

(J. Wang et al. 2003). 

1.3 Elastizität und Steifigkeit 

Elastomere verformen sich beispielsweise unter Druck. Bei ideal elastischem Verhalten nehmen 

diese nach der Belastung wieder ihre ursprüngliche Form an, wie z.B. eine Stahlfeder. Bei einem 

plastischen Verhalten wird der Körper irreversibel verformt, wie z.B. bei Ton.  

Die mechanische Belastung wird in Spannung gemessen. Die Spannung (σ) ist Kraft (F) pro 

Fläche (A) und hat somit dieselbe physikalische Dimension wie der Druck. Der Druck stellt einen 

Spezialfall der mechanischen Spannung dar. Ein elastischer Körper erfährt eine Dehnung unter 

Spannung. Die mechanische Dehnung (ε) ist die relative Längenänderung eines Körper unter 

Belastung. Wenn sich die betrachtete Länge vergrößert, wird der Körpers gedehnt, wenn sich 

die Länge verkürzt, wird er gestaucht. 

Der Zusammenhang zwischen Spannung und Dehnung bei der Verformung eines Körpers wird 

über das Elastizitätsmodul ausgedrückt. Das Elastizitätsmodul (E) wird auch Youngscher 

Modulus genannt, nach dem Erfinder Thomas Young. Bildlich gesprochen gibt E an, welche 

Spannung benötigt wird, um die Länge eines Körpers zu verdoppeln. 



 22 

Wenn E größer wird, steigt die Spannung an, die benötigt wird, um einen Körper zu verformen. 

Bei einem ideal elastischen Körper bleibt sein Volumen unter Dehnung erhalten. Die Poissonzahl 

ν beschreibt die relative Streckung Δd/d zur relativen Stauchung Δl/l eines Körpers unter 

Spannung, wobei d die Länge entlang der Kraft und l die Länge senkrecht dazu ist. Bei 

Volumenerhaltung eines elastischen Körpers unter Spannung ist v= 0.5. 

Eine Formveränderung kann auch zeitlich verzögert zur Krafteinleitung eintreten. Dieses 

Verhalten wird als viskos bezeichnet. Das Verhalten kann dabei vollkommen elastisch sein. Die 

Zeit, die zum Erreichen des Gleichgewichtes benötigt wird ist hierbei z.B. frequenz- und 

temperaturabhängig. Je höher die angelegte Frequenz, umso länger dauert es einen 

Gleichgewichtszustand zu erreichen. 

1.4 Lichtmikroskopie 

Ein Mikroskop (mikrós: klein; skopeîn: betrachten) erlaubt es Strukturen darzustellen, welche 

unterhalb des Auflösungsvermögens des menschlichen Auges liegen. Die physikalischen 

Grundlagen der Vergrößerung können sehr unterschiedlicher Natur sein. Zum Vergrößern der 

Abbildung eines Objektes können z.B. Elektronen, Licht oder mechanische Abtastung verwendet 

werden. Zur Analyse von lebenden Zellen wurde hier die Lichtmikrokopie verwendet.  

Licht ist eine elektromagnetische Welle, die senkrecht zur Ausbreitungsrichtung schwingt. 

Hierbei stehen elektrisches und magnetisches Feld senkrecht aufeinander und haben ein festes 

Größenverhältnis.  

 

 

Abbildung 3. Schematische Ausbreitung von linear polarisiertem Licht. Die 
Schwingung des elektrischen sowie magnetischen Felds stehen senkrecht 
zueinander und zur Ausbreitungsrichtung. Entnommen aus (Hecht 2002). 

 

Die Welleneigenschaften können durch die Amplitude (Intensität) und Wellenlänge (Energie) 

beschrieben werden. Die Strahleneigenschaften werden beschrieben durch die 

Ausbreitungsrichtung und die Geschwindigkeit. In der Optik werden die Welleneigenschaften 
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durch die Wellenoptik und die Strahleneigenschaften durch die sogenannte geometrische Optik 

behandelt. Das für den Menschen sichtbare Licht hat eine Wellenlänge von ca. 400 bis 700 nm. 

Dieses ist auch ungefähr der Bereich, der für die Lichtmikroskopie verwendet wird. Alle 

Eigenschaften des Lichts, wie Polarisation oder Wellenlänge usw., werden ausgenutzt, um 

Informationen über eine Probe zu sammeln. In der Fluoreszenzmikroskopie z.B. ist es möglich, 

durch Filtern von Wellenlängen, eingestrahltes und ausgestrahltes Licht zu trennen.  

1.4.1 Strahlengang im Mikroskop 

In der Lichtmikroskopie wird ein Objekt durch eine Linsensystem (Objektiv) vergrößert 

dargestellt. Um die Vergrößerung zu erhöhen, muss die Brennweite sehr gering gewählt werden. 

Bei hohen Vergrößerungen werden jedoch so geringe Brennweiten erforderlich, dass die 

Herstellung und Benutzung solcher Linsen gravierende Schwierigkeiten bereiten. In der 

Vergangenheit verursachte hier die unzureichende Fertigungstechnik die größten Probleme. 

Mit einer zweiten Linse (Okular) kann ein zuvor, von einem Objektiv erzeugtes, reelles und 

vergrößertes Bild betrachtet werden. Man gelangt so zum Prinzip des zweistufig arbeitenden 

"zusammengesetzten Mikroskops". Das Objektiv erzeugt hier ein vergrößertes und reelles 

Zwischenbild, das durch das Okular, auf die Netzhaut projiziert wird. Alle heute gängigen 

Lichtmikroskope arbeiten nach diesem wesentlichen Grundprinzip der zweistufigen Abbildung. 

 

 

Abbildung 4. (A) Strahlengang im Mikroskop. Übernommen von Christian Linkenheld; basierend 
auf der (B) Originaldarstellung von August Köhler (August 1893). Die konjugierenden Ebenen 
zeigen an welcher Stelle sich reale Abbildungen der Lichtquelle bzw. des Präparats befinden.  
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Strahlengänge in einem Mikroskop lassen sich mit Hilfe der geometrischen Optik konstruieren. 

Hierbei wird zwischen zwei verschiedenen Abbildungsstrahlengängen unterschieden, je 

nachdem ob die Abbildung des Präparats oder die Abbildung der Lichtquelle betrachtet wird. Im 

Lukenstrahlengang wird das Präparat abgebildet, im Pupillenstrahlengang die Lichtquelle. Es 

sollte erwähnt werden, dass in der Abbildung 4 endliche Strahlengänge eines Mikroskops 

dargestellt sind. Heutzutage sind gängige Mikroskope bzw. Objektive auf einen unendlichen 

Strahlengang eingestellt. Die Strahlen verlaufen in diesem Fall nach dem Objektiv quasi parallel, 

das Bild wird im Unendlichen dargestellt. Eine weitere Linse (Tubuslinse) im Strahlengang führt 

dann wieder zu einer realen Abbildung im Endlichen. Der Bereich zwischen Objektiv und 

Tubuslinse ist der Bereich der sogenannten unendlichen Optik. Wegen der quasi parallelen 

Strahlenführung lassen sich dort optische Bauteile, wie Filter und Spiegel, problemlos 

einbringen. Bei nichtparalleler Strahlführung muss bei der Einführung von Filtern oder Spiegeln 

der Strahlengang aufwendig optisch korrigiert werden. An der grundsätzlichen Funktionsweise 

und den konjugierten Ebenen ändert dieses jedoch nichts.  

1.4.2 Die Auflösung des Mikroskops 

Die A , dass jedes Objekt durch 

Beugungseffekte abgebildet wird (Abbe 1873). Das bedeutet, dass die Bildinformation des 

Objekts auf die Beugungsfiguren aufgeteilt wird. Im Prinzip wird eine Objektstruktur im Bild 

erst dann aufgelöst, wenn die ersten Beugungsordnungen vom abbildenden System 

interferieren können. Abbe ging davon aus, dass die betrachteten Objekte inkohärente 

Lichtquellen sind. Dieses finden wir zum Beispiel bei selbststrahlenden Objekten. 

Je mehr Beugungsordnungen des am Objekt gebeugten Lichts für 

 und der damit verbundene Informationsgehalt der 

Beugungsfigur. Somit bestimmt einzig die Anzahl der für die Interferenz zu Verfügung 

stehenden Beugungsordnungen die Auflösungsgrenze eines Mikroskops. 

Ein Objektiv vergrößert ein Objekt und sammelt dabei aus einem festen Winkel das Licht. Dieser 

Winkel bestimmt wie viel gebeugtes Licht eingefangen werden kann, welches zur Interferenz 

beiträgt. Bei Luftobjektiven wird dieser Winkel über die Totalreflektion an der Grenzfläche von 

Deckglas bzw. Linsenglas (Brechungsindex ca. 1,5) zu Luft (Brechungsindex 1) limitiert. 

Luftobjektive haben somit ungefähr einen maximalen halben Öffnungswinkel ( ) von 72°. Durch 

den Einsatz von optisch dichteren Medien zwischen Objektiv und Präparat, wird die 

Totalreflektion vermieden. Von dem Objektiv kann so Licht aus einem großen Winkel 

aufgefangen werden. Auf diese Weise tragen mehr Beugungsodnungen zur Bildgebung bei und 

erhöhen somit die Auflösung der abzubildenen Struktur. 

Die Formel d (2n sin( )) 1 von Abbe beschreibt das Auflösungsvermögen von 

Mikroskopen. Hierbei steht „λ“ für die Wellenlänge des verwendeten Lichts, „n“ steht für den 
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Brechungsindex des Mediums zwischen dem Gegenstand und dem Objektiv und „α“ beschreibt 

den halben Öffnungswinkel des Objektivs. Die Auflösung „d“ definiert den Abstand, ab wann 

zwei Objekte gerade unabhängig von einander abgebildet werden können. Objekte, die einen 

geringeren Abstand zueinander haben, werden in der Bildgebung als ein Objekt dargestellt.  

Das Produkt aus dem Sinus des halben Öffnungswinkels und dem Brechungsindize des Mediums 

ergibt die numerische Apertur NA n sin( ) von Objektiven bzw. Linsenssystemen. Die 

Auflösung wird somit von dem Öffnungswinkel des Objektivs und dem verwendeten Medium 

zwischen Objektiv und Deckglas und der verwendeten Wellenlänge beeinflusst, welche 

wiederum die Anzahl der für die Inerferenz zu Verfügung stehender Beugungsordnungen 

beeinflussen. Je höher die NA eines Objektivs, desto feinere Strukturen können aufgelöst werden 

(Abbildung 5). 

 

 

Abbildung 5. Mikroskopische Aufnahme einer Kieselalge (Actinoptychus senarius) aus der Nordsee 

mit unterschiedlichen Objektiven bei gleicher Bildpunktgröße (A) PlanNeofluar 25x/0,8 NA Luft. (B) 

Plan-Apochromat 63x/1,4 NA ÖL. Maßstab = 10 µm. 

 

Ein nahezu punktförmiges Objekt wird in einem Mikroskop als beugungsbegrenzter 

verwaschener Punkt abgebildet (Abbildung 6). Im beugungsbegrenztem Idealfall wird die 

Helligkeitsverteilung eines Punktes durch die Punktspreizfunktion (PSF) beschrieben. In drei 

Dimensionen entspricht Intensitätsverteilung, der Form einer rotationssymmetrischen Sanduhr. 

Das Intensitätsprofil hat Ähnlichkeiten mit einer Zigarre. Die Helligkeitsverteilung einer in der 

Mitte liegenden Scheibe, also ein zweidimensionaler lateraler Schnitt, kann näherungsweise 

durch die Form eine Gaußglocke beschrieben werden. Die Auflösung „d“ entspricht der 

Halbwertsbreite eines Gaußprofils durch das Zentrum der zweidimensionalen PSF. 
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Abbildung 6. Dreidimensionale Abbildung in Falschfarbendarstellung einer PSF. 
Aufgenommen mit einem konfokalen Fluoreszenzmikroskop (A) Abbild eines 
beugungsbegrenzten Punktes in unterschiedlichen Höhen von z (B) Abbild aller Bilder 
von A in den Koordinaten x und z, (C) und in den Koordinaten x und y. Maßstab 0,5 µm.  

1.4.3 Fluoreszenzmikroskopie 

Der Einsatz der Fluoreszenzmikroskopie ist zu einer elementaren Methode der 

wissenschaftlichen Forschung geworden. Die größten Vorteile dieser Form der Mikroskopie sind 

die hohe Selektivität und Sensitivität (Coons et al. 1942). Die Moleküle werden durch die 

Absorption eines Photons in einen angeregten Singulettzustand überführt. Bei der Relaxation in 

den Grundzustand wird Energie frei. Wird diese Energie in Form von Licht ausgesendet, nennt 

sich dieser Vorgang Fluoreszenz. Strahlungslose Relaxationen im Singulettzustand reduzieren 

das Energieniveau. Die Emission ist dadurch, gegenüber der Absorption, zu höheren 

Wellenlängen verschoben (Stokesverschiebung).  

Neben der Abstrahlung von Licht gibt es noch eine Vielzahl von anderen Zuständen, die von dem 

angeregten Zustand erreicht werden können. Durch die Änderung des Eigendrehimpulses der 

Elektronen wird der Singulett in einen Triplettzustand überführt. Dieser kann durch 

strahlungslose Relaxation oder durch elektromagnetische Abgabe (Phosphoreszenz) in den 

Grundzustand übergehen (Goldys 2009).  

Fluorophore-Moleküle können darüber hinaus durch Anregungslicht photochemisch zerstört 

werden. Der Vorgang wird als „Bleichen“ bezeichnet. Das fluoreszierende Molekül verliert 

dadurch die Fähigkeit zur Fluoreszenz. 
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Der hohe Kontrast beruht auf der Tatsache, dass fluoreszierende Moleküle selber Licht 

abstrahlen. Die Moleküle müssen dafür mit Licht kürzerer Wellenlänge angeregt werden. Durch 

die Trennung von anregendem und abgestrahltem Licht, wird nur die Emission des 

fluoreszierenden Moleküls betrachtet. Dadurch ist das Hintergrundsignal, im Vergleich zum 

Signal sehr gering und es werden kontrastreiche Bilder erzeugt. 

Die hohe Selektivität wird über eine Ankopplung des Fluoreszenzfarbstoffes an ausgewählte 

Strukturen (meist Proteine) gewährleistet. Eine spezifische Bindung wird mit einem 

fluoreszierenden Farbstoff verknüpft. Die Bindung von Proteinen erfolgt im Allgemeinen über 

spezifische Antikörper. Eine hochspezifische Bindung kann auch von kleinen Molekülen 

ausgehen, wie z.B. bei der Bindung von dem Gift des Knollenblätterpilzes (Phallotoxin) an F-

Aktin. Durch die Kopplung mit Fluoreszenzfarbstoffen wird eine hochspezifischen Färbung 

erreicht. 

Eine wichtige Errungenschaft war die Endeckung des „Grün-Fluoreszierenden-Proteins“ (GFP). 

Durch Fusion mit anderen Proteinen können diese im lebenden Organismus untersucht werden 

(Chalfie et al. 1994). In den letzten Jahren wurden verschiedene fluoreszierende Proteine 

entwickelt und mittlerweile ist der gesamte Bereich des sichtbaren Spektrums abgedeckt 

(Shaner et al. 2004). Die Fusionsproteine müssen von den zu beobachtenden Zellen nur noch 

exprimiert werden. Hierzu wird i.A. fremde DNS mit dem Fusionsprotein in die Zellen 

eingeschleust.  

1.4.4 Grundlagen der dSTORM (direct Stochastic Optical Recunstruction 

Mircroscopy)  

Viele Strukturen in einer Zelle sind kleiner als das Auflösungsvermögen konventioneller 

Lichtmikroskopie. Techniken, welche versuchen die Auflösung von Lichtmikroskopen zu 

verbessern, sind für die Biologie von großer Bedeutung. Viele grundlegende Prozesse in der 

Zelle finden in der Größenordnung von Nanometern statt. Als Beispiel seien die Bewegung von 

Proteinen der Myosin-Proteinfamilie entlang von Filamenten (Yildiz et al. 2005) oder die 

Ausbildung von Netzwerken mit F-Aktin genannt (Svitkina & Borisy 1999).  

Wenn solche Strukturen dicht mit Fluoreszenzfarbstoffen markiert werden, erzeugen alle 

Markierungen einen beugungsbegrenzten Punkt. Bei gleichzeitiger Emissionen von zwei 

Punkten, die einen geringeren Abstand als die optische Auflösung haben, verwischen diese und 

können nicht mehr voneinander getrennt werden. Um solche Strukturen dennoch mit Hilfe der 

Lichtmikroskopie auflösen zu können, müssen die einzelnen beugungsbegrenzten Punkte 

voneinander getrennt werden.  

Es gibt verschiedene Konzepte die es ermöglichen, zwei Punkte mit geringem Abstand, 

unabhängig zu beobachten, um dadurch eine verbesserte mikroskopische Auflösung zu 
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erreichen. Die damit erzielten Auflösungen, sowie die grundlegenden Techniken sind dabei sehr 

unterschiedlich (Schermelleh et al. 2010). 

In dieser Arbeit wurde eine Methode verwendet, bei der die Punkte selbst, zeitlich getrennt 

werden. Im einfachsten Fall von zwei Punkten, leuchtet zum Zeitpunkt t=0 nur einer der beiden, 

zum Zeitpunkt t=t+∆t der andere. Die Position einzelner Punkte kann über das Anpassen einer 

Gaußfunktion an das Signal bestimmt werden. Mit dieser Technik ist es möglich, die Position auf 

wenige Nanometer genau zu bestimmen. Um einzelne Fluoreszenzfarbstoffe reversibel an- und 

auszuschalten, werden verschiedene Methoden eingesetzt. 

In dieser Arbeit wurde die dSTORM (direct Stochastic Optical Recunstruction Mircroscopy) 

verwendet (Heilemann et al. 2008). Das statistische An- und Ausschalten wird hier über einen 

chemischen Prozess gesteuert. Organische Fluoreszenzfarbstoffe zeigen unter speziellen 

Bedingungen das Auftreten eines Zustandes, der nicht fluoresziert. Die genaue Photophysik 

dieser Zustände wird gerade intensiv erforscht (Steinhauer et al. 2008). Es scheint aber sicher 

zu sein, dass dieser aus dem Triplettzustand gebildet wird (Vogelsang et al. 2010). Dieser 

langlebige, nicht fluoreszierende „Aus“-Zustand wird durch eine Reduktion (Abgabe eines 

Elektrons) des Triplett-Zustandes erzeugt. 

 

 

Abbildung 7. Zustände eines fluoreszierenden 
Farbstoffes bei Anregung (An) des Grundzustandes 
(S0) zum Singulett-Zustand (S1). Dieser kann zum 
einen, mittels Fluoreszenz (Flu), wieder in den 
Grundzustand übergehen, oder zum anderen in den 
Triplett-Zustand (T1). Der T1 kann in Abhängigkeit von 
unterschiedlichen Faktoren in den „Aus“-Zustand 
(Aus) übergehen. Die Lebenszeit  der 
unterschiedlichen Zustände sind dabei sehr 
unterschiedlich. Der „Aus“-Zustand hat dabei die 
längste Lebenszeit. Abbildung wurde verändert nach 
(Fölling et al. 2008). 

 

 

Das dazu verwendete Reduktionsmittel sollte aber nur den etwas energieärmeren 

Triplettzustand reduzieren, nicht aber den energiereicheren Singulett-Zustand. Eine Reduktion 

des Singulettzustandes würde die Emission von Licht unterbinden, diesen aber nicht in einen 

„Aus“-Zustand überführen. Diese Fluoreszenzlöschung führt zu einer nicht gewollten Reduktion 

der Fluoreszenz. Im „An“-Zustand sollten genügend Photonen emmitiert werden, damit 

genügend Signale zur genauen Positionsbestimmung erzeugt werden. Die 

Bestrahlungsintensität und die Konzentration des Reduktionsmittels steuern hier die Übergänge 

der einzelnen Zustände. 
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Darüber hinaus kann molekularer Sauerstoff, sowohl mit den angeregten Zuständen des 

Fluoreszenzfarbstoffes reagieren, was zu einer Fluoreszenzlöschung führt, als auch mit dem 

„Aus“-Zustand, was Zur folge hat, dass der „Aus“-Zustand wieder in den „An“-Zustand überführt 

wird (Heilemann et al. 2009). Molekularer Sauerstoff beeinflusst somit in Abhängigkeit der 

anderen Faktoren die Populationsdichten der einzelnen Zustände (Vogelsang et al. 2008). 

Für das Experiment wurden Farbstoffe der Firma Atto-Tek und als Reduktionsmittel 

Monoethanolamin (MEA) verwendet. Nur die ionisierte Thiolgruppe am MEA kann den 

Triplettzustand reduzieren. Der pH-Wert in dem MEA (pKs 9,5 bei 25°C) gelöst ist, entscheidet 

über den Anteil des Reduktionsmittels, welcher den Triplettzustand in den „Aus“-Zustand 

überführen kann. 

Der pH-Wert, die Bestrahlungsintensität, die MEA Konzentration und der gelöste Sauerstoff sind 

somit wichtige Komponenten, um die Populationsdichten der einzelnen Zustände zu 

kontrollieren.  

Ein Experiment startet immer mit einer dicht markierten Struktur, in der alle 

Fluoreszenzfarbstoffe im Grundzustand sind. Bei einer Beleuchtung fluoreszieren somit alle 

Farbstoffe. Durch entsprechende Bedingungen (MEA, O2 usw.) werden jetzt so viele 

Fluoreszenzfarbstoffe ausgeschaltet, dass eine Positionsbestimmung einzelner Farbstoffe 

ermöglicht wird. Über die Zeit werden statistisch unterschiedliche Fluoreszenzfarbstoffe an- 

und ausgeschaltet. Durch die Bestimmung aller Positionen über die Zeit wird ein Bild der 

Struktur erzeugt (Abbildung 8). 

 

 

Abbildung 8. Prinzip der Hochauflösung mittels dSTORM. Am Anfang leuchten alle Fluoreszenzfarbstoffe mit der eine 
Struktur gefärbt wurde. Durch Überführen der meisten in den „Aus“-Zustand, leuchten nur noch sehr wenige. Von 
diesen wird die Position bestimmt. Durch viele Aufnahmen wird sichergestellt, dass möglichst viele Punkt einmal 
statistisch in den „An“-Zustand gewechselt haben und so lokalisiert wurde. Mit allen Positionen entsteht dadurch ein 
Bild mit verbesserter Auflösung. Maßstab 0,5 µm. 

 

1.5 Steuerung der Prozesse im Organismus durch mechanische 

Signale 

Die Embryogenese ist ein hochregulierter Prozess. In den letzten Jahren wurde deutlich, dass 

auch hier mechanische Eigenschaften einen regulierenden Einfluss haben. In in vitro 

Experimenten wurden Vorläuferzellen aus den drei Keimblättern gelöst und anschließend 

gemischt. Es wurden gezeigt, dass die Zellen sich selbständig, in Abhängigkeit ihrer Steifigkeit, 
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sortieren. Die Steifigkeit ist dabei abhängig von der Aktin- und Myosinkonzentration in den 

Zellen. Die Spannung in den Zellen hat somit direkten Einfluss auf die Embryogenese (Krieg et al. 

2008). 

Die Umgebung von Zellen unterscheidet sich nicht nur in der chemischen Zusammensetzung, 

sondern auch in ihren physikalischen Eigenschaften. Zum Beispiel ist die Elastizität von 

Zellverbänden so gewebespezifisch, so variieren im menschlichen die Elastizitäten von 

Gewebetypen auf einer Skala von einigen Größenordnungen (Abbildung 9). Am weichesten ist 

dabei das Gewebe um die Neuronen  mit einer Steifigkeit um die 1 kPa (Sharp et al. 2009). Die 

härtesten Gewebe wie Knochen mit bis zu 430 MPa (Goldstein et al. 1983) sind immer noch sehr 

weich, verglichen mit den normalen Zellkultursubstraten aus Plastik oder Glas mit ca. 50 GPa. 

 

 

Abbildung 9. Elastizitäten von Geweben in Säugetieren unterscheiden sich um drei 
Größenordnungen. Abbildung verändert nach (Buxboim et al. 2010). 

 

Viele Krankheitsbilder werden in der Medizin, basierend auf Veränderungen der Elastizität von 

Geweben, diagnostiziert. Tumore zeigen in den meisten Fällen eine viel höhere Steifigkeit als 

ihre Umgebung. Durch Sekretion wird die EZM aktiv von Tumorzellen verändert. Die erhöhte 

Steifigkeit führt über bekannte Signalwege wie Erk oder Rho zu einer weiteren Versteifung (Sui 

Huang et al. 2005). Tumore verändern auf diese Weise nicht nur ihre Umgebung, sie reagieren 

auch auf die mechanische Veränderung der Umgebung selbst. Somit entstehen Rückkopplungen, 

die bei der Bekämpfung von Tumoren beachtet werden müssen (Avvisato et al. 2007). 

1.5.1 Beeinflussung von Zellen in Kultur durch physikalische Signale 

Viele Experimente bezüglich des Verhaltens von Zellen auf physikalische Signale werden in 

Zellkultur durchgeführt. Die Zeitspannen, in denen Zellen reagieren, können dabei sehr 

unterschiedlich sein. 

Die Konformation von Proteinen oder Kanälen ändert sich im Millisekundenbereich. Im 

Minutenbereich werden Kräfte und Komponenten in FAen oder Stressfasern verändert. Und im 

Bereich über Stunden kann die Zelle neue Proteine exprimieren und auf diese Weise ihre 

Differenzierung ändern. 



 31 

Die Adhäsion an eine EZM ist für Zellen überlebenswichtig. Die meisten Zellen gehen in die 

Apoptose1, wenn sie nicht adhärieren können. Die Unabhängigkeit von diesem Signal ist eines 

der Kennzeichen für Krebs (Hanahan et al. 2000). Die Bindung an die EZM ist ein 

grundsätzlicher Mechanismus, über den die Vitalität und das Wachstum von Zellen gesteuert 

wird (C.S. Chen et al. 1997). 

Zellen können die Topographie ihrer Umgebung wahrnehmen. Der Phänotyp der Zellen ändert 

sich in Abhängigkeit davon, ob sie mit zwei- oder dreidimensionalen Umgebungen interagieren 

können. (Ochsner et al. 2010).  

Die Geometrie der Adhäsionbereiche von Zellen hat Einfluss auf die Zellen selbst. Die Position 

von Zellkompartimenten (z.B. Zellkern oder das Endoplasmatische Retikulum) wird dadurch 

beeinflusst. Die Geometrie innerhalb der EZM hat direkten Einfluss auf die Entwicklung von 

Zellen (Théry, Racine, et al. 2006).  

Die Steuerung der Differenzierung wird maßgeblich von der Elastizität der EZM bestimmt. Die 

Reaktion auf die Elastizität überwiegt gegenüber der Reaktion z.B. auf gelöste Substrate, wie  

Wachstumshormone (Engler et al. 2006). Bei embryonalen Stammzellen ist die Diffenenzierung, 

das Überleben und Proliferation abhängig von der Kraft und Kontraktion der Zellen (G. Chen et 

al. 2010). 

 

1.5.2 Krafteinfluss auf Strukturen innerhalb von Zellen 

Die Entwicklung von punktförmigen Adhäsionen zu gereiften FAen ist ein hochregulierter 

Prozess (Zaidel-Bar et al. 2004). Es konnte gezeigt werden, dass die Entwicklung auch von einer 

externen Kraft, welche auf eine Adhäsion wirkt, beeinflusst wird. Bei einer der ersten Arbeiten 

wurden sehr kleine punktförmige Adhäsionen einer Kraft ausgesetzt. Dazu wurden Fibroblasten 

auf Glas kultiviert und die Membran, die über der fokalen Adhäsion liegt,  mit einer Kanüle 

zurückgestrichen. Die Fläche der Adhäsion, markiert durch GFP-Vinculin, nimmt daraufhin zu. 

Es konnte gezeigt werden, dass einzelne junge Adhäsionen auf einen mechanischen Stress mit 

einem Wachstum reagieren (Daniel Riveline et al. 2001). 

Weitere Experimente zeigen, dass das Wachstum der FAen von der Kraft gesteuert wird, die auf 

die Verbindungen wirkt, welche wiederum durch die FAen vermittelt wird. Erst eine Kopplung 

von EZM zur FA und zur Stressfaser ermöglicht es der Zelle, eine mechanische Kraft als Signal 

wahrnehmen zu können (C. G. Galbraith et al. 2002). 

Experimente bezüglich der Dehnung von Zellen zeigten eine Einlagerung von Proteinen in die 

Stressfasern, welche im Allgemeinen in fokalen Adhäsionen vorkommen. Die Einlagerung ist 

abhängig von dem Protein Zyxin, welches typischerweise in der FA lokalisiert ist. Die 

                                                             
1 Apoptose ist der programmierte und gesteuerte Zelltod. 
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Stressfasern werden durch Zyxin bei Dehnung zudem noch verstärkt, da sich Zyxin in den 

Stressfasern anlagert. Weitere Proteine aus der FA, wie z.B. VASP, werden bei einer Dehnung der 

Zelle in Stressfasern angereichert. Das ganze System, welches in der Zelle für die Krafterzeugung 

und die Kraftübertragung verantwortlich ist, kann externe Kräfte erkennen und darauf 

reagieren (Yoshigi et al. 2005). 

Zellen reagieren auf mechanischen Stress mit einer Verstärkung und Umorientierung der 

Stressfasern. Bei Experimenten im Blutgefäßsystem von Tieren zeigen Stressfasern 

Unterschiede in Länge und Größe auf, abhängig von dem mechanischen Stress, welchen die 

Zellen erfahren. In Blutgefäßen von Tieren, konnte in diesem Zusammenhang gezeigt werden, 

dass der alternierende Fluss eine entscheidende Rolle spielt (Kim et al. 1989). 

Zellen in Kultur formen, unter Scherung mittels einer Strömung von Flüssigkeit, Stressfasern 

aus. Die Richtung und Größe der Stressfaser wird dabei über unterschiedliche Scherspannung 

beeinflusst (Franke et al. 1984).  

Durch die Kultivierung von Zellen auf flexiblen Oberflächen können die Zellen aktiv gedehnt 

werden. Sie können dabei die Größe und die Richtung der Dehnung erkennen und ihr 

Zytoskelett danach ausrichten (Kaunas et al. 2006). 

Zellen können sehr genau Kräfte und damit einhergehende Verformungen messen und darauf 

reagieren. Die Bandbreite, in denen mechanische Veränderung von Zellen gemessen werden 

können, ist dabei sehr groß. Es wird vermutet, dass einige grundlegende Prozesse für den 

„Tastsinn“ von Zellen vorhanden sind (Donald E Ingber 2006). 

 

1.5.3 Der Mechanosensor 

Die Auswirkung von mechanischen Reizen auf Zellen ist gut untersucht. Auch viele Signalwege, 

die dabei eine Rolle spielen, sind bekannt (Donald E Ingber 2006). Die grundlegenden Prozesse 

des mechanischen „Tastsinns“ sind aber weiterhin ungeklärt. Zur Zeit gibt es diverse Theorien, 

welche erörtern, welche Komponenten daran beteiligt sind (Benjamin Geiger et al. 2009). 

Darüber hinaus ist unklar, wie mechanische Reize in biochemische Signale umgeformt werden 

und schließlich in die Signalwege Einzug halten. In diesem Zusammenhang sei erwähnt, dass 

dieser „Tastsinn“ nicht in einem speziellen Zelltyp vorkommt, sondern Bestandteil aller 

adhärenten Zellen ist. 

Eine der am besten untersuchten mechanischen Sinne in Zellen sind die membranständigen 

Ionenkanäle. So führt z.B. eine mechanische Dehnung der Membran in Haarzellen des 

Innenohres, zu einer Öffnen der K+ Kanäle. Diese Öffnung hat ein elektrisches Signal zur Folge 

(Bryant, Goodyear, & Richardson, 2002). 

In Fibroblasten (NIH3T3) hat eine Dehnung der Zellen eine Öffnung der CA2+ Kanäle in der 

Plasmamembran zur Folge. Dadurch strömt Ca2+ in die Zelle ein (Itano, Okamoto, Zhang, Lipton, 
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& Ruoslahti, 2003). Eine erhöhte Kalziumkonzentration kann die Zelle über nachgeschaltete 

Signalwege beeinflussen (Munevar, Y.-L. Wang, & Dembo, 2004). Das Öffnen von Kanälen durch 

mechanische Reize bietet der Zelle jedoch nicht die Möglichkeit, Kräfte, welche auf das 

Zytoskelett wirken, direkt zu messen. Eine Krafteinwirkung auf die Membran führt hier zu einer 

generellen Veränderung der Ionenkonzentration in Zellen.  

Wie bei Ionenkanälen, kann sich auch bei nicht membranständigen Proteinen die Konformation, 

in Abhängigkeit einer mechanischen Kraft, ändern. Bei Zellen, die über FA mit der EZM 

verbunden sind, wurden viele solcher Proteine gefunden und charakterisiert. Sie sind alle 

Bestandteil der beteiligten Signal- und Kraftübertragung von Zellen (B. D. Matthews et al. 2006). 

In der EZM wurde z.B. eine kraftabhängige Konformation von Fibronektin nachgewiesen. Durch 

Krafteinwirkung werden im FN Bindungsstellen für Integrin freigelegt. (Engler et al. 2006). 

Durch FRET2-Sonden wurde gezeigt, dass FN eine, durch Zellkräfte verursachte, entfaltete 

Konformation annimmt. Der Zugang verschiedener Bindungsstellen im FN wird hierdurch 

verändert und kann somit Einfluss auf die Zelle nehmen (M. L. Smith et al. 2007). 

Komponenten, die sich in der FA befinden, erfahren darüber hinaus eine 

Konformationsänderung in Abhängigkeit von Kräften. In diesem Zusammenhang ist das fokale 

Adhäsions-Protein p130Cas gut untersucht. Durch eine mechanische Dehnung in vitro sowie in 

vivo kann p130CAS von verschiedenen Proteinen der Src-Familie phosphoryliert werden. 

(Sawada et al. 2006). Dieser Prozess kann weitere Signalwege beinflussen und ist in den FAen 

ein direkter Sensor für die mechanische Spannung. 

1.1.1.1 Ziel dieser Arbeit 

In dieser Arbeit soll geklärt werden, welche Komponenten einer Zelle durch eine von außen 

eingeleitete mechanische Dehnung beeinflusst werden. Es soll desweiteren der genaue Bereich 

der Kraftübertragung identifiziert und umfangreich analysiert werden. Da die molekularen 

Vorgänge in einem Bereich  vermutet werden, dessen maximale Ausdehnung unterhalb der 

Auflösungsgrenze der klassischen Lichtmikroskopie vermutet wird, wurde in dieser Arbeit 

damit begonnen einen hochauflösenden dSTORM-Aufbau zu etablieren, von dem erwartet wird, 

das er die nötige Auflösung liefert, um in zukünftigen Experimenten die Vorgänge auf 

molekularer Ebene aufzuklären.  In diesem Zusammenhang sollen die Grenzen der neuen 

Mikroskopietechnik mit Hilfe von Kalibrierungsmessungen und Simulationen ermittelt werden. 

Desweiteren soll eine Methode etabliert werden, mit deren Hilfe es möglich ist, die ungewollte 

Bewegung der Probe, verursacht durch thermische Einflüsse auf die Bauteile im Mikroskop, zu 

messen, welche im Bereich der hochauflösenden Mikroskopie einen sehr großen Störfaktor 

darstellt. Darüber hinaus soll ein Programm entwickelt werden,  welches während der 

                                                             
2 Bei dem Förster-Resonanzenergietransfer (FRED) kann ein mit Licht angeregter Donor seine Energie 
strahlungsfrei auf einen naheliegenden Akzeptor übertragen. Hiermit kann der Abstand zwischen Donor 
und Akzeptor bestimmt werden. 
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Datenaqusitionen Bilder, die mit der dSTORM aufgenommen werden, rekonstruiert und die, 

durch thermische Einflüsse ungewollte Bewegung der Probe, zeitgleich korrigiert. 

 

 

Abbildung 10. Zellen sind mit der EZM über fokale Adhäsionen verbunden, welche selber eine Verbindung zu den 
Stressfasern aufbauen. Die Stressfasern (vergrößert unten) erzeugen mit Hilfe von Myosin II eine Spannung. Eine 
Stressfaser wird über -Actinin kreuzvernetzt. Eine mechanische Dehnung der Länge L wird in ein biochemisches 
Signal umgeformt(oben links), welches durch eine Rückkopplung wieder auf die erzeugte Kraft einwirkt. Die 
Abbildung wurde verändert nach (Achim Besser et al. 2007). 

 

 



2 Material und Methode 

2.1 Verwendete Lösungen und Geräte 

Technische Geräte 

Name (Abkürzung) Typ Hersteller / Ort 

Sicherheitswerkbank HS 12 Heraues / Osterode 

Begasungsbrutschrank  175 Thermo Scientific / Braunschweig 

Zentrifuge 3-16K Sigma / Taufenkirchen 

Pumpe RC6 Vacuubrand / Wertheim 

Nukleofektor Nucleofektor II Amaxa / Köln 

Mikromanipulator MHW-3 Narishige/ Japan Tokyo 

NanoDrop  ND-1000 Peqlab / Erlangen 

Heizplatte RCT B IKA / Staufen 

Stereomikroskop Stermi 2000 Zeiss / Jena 

LSM 510 Meta 0000500124 Zeiss/ Jena 

LSM 710 2519000102 Zeiss/ Jena 

Wärmeschrank UE 400 Memmert /Schwabach 

Inkubator für LSM Incubator XL3 Zeiss/ Jena 

Heizung für Inkubator Heating Unit 1116-061 Zeiss/ Jena 

Steuergerät Temp control 37-2 digital Zeiss/ Jena 

Heizeinsatz  Heizeinsatz P Zeiss/ Jena 

Matlab  Matlab Rel.7.2-9.4 MathWorks / München 

Lösungen 

Name (Abkürzung) Typ oder Inhalt Hersteller / Ort 

Hanks Balanced Salt Soution 

(HBSS) 

H6648 Sigma / Taufenkirchen 

Trypsin-EDTA Lösung (TE) T 3924 Sigma / Taufenkirchen 

Desoxyribonuklease II (DNAse) D8764 Sigma / Taufenkirchen 

fötales Kälberserum(FKS) FBS Superios Biochroma AS / Berlin 

ITS I3146 100x Sigma / Taufenkirchen 

MM- N6635 F10 Häm 

17 mmol/l NaHCO3 

pH 7,1 NaOH/HCl 

Sigma / Taufenkirchen 

Isopropanol zur Analyse Merck /Darmstadt 
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Name (Abkürzung) Typ oder Inhalt Hersteller / Ort 

MM+ MM- 

10% FKS 

1:200 ITS 

10,000 Units/l Penicillin 

10 mg/ml Streptomycin 

Sigma / Taufenkirchen 

Block Lösung MM- und 30% FKS - 

Crimson F-8806 Invitrogen / Darmstadt 

Sylgard 184 (PDMS) SYLGARD® 184 SILICONE 

ELASTOMER KIT 

Dow Corning/ Wiesbaden 

Trichloro(1H,1H,2H,2H-

perfluorooctyl)silane 

(Trichlorosilane) 

448931 

 

Sigma / Taufenkirchen 

LB Medium Trypton 10 g/l 

Hefeextrakt 5 g/l 

NaCl 10 g/l 

pH 7.0 

alles von 

Sigma / Taufenkirchen 

konzentriertes PBS (10x) 

bei der Verdünnung auf einfach 

konzentriertes PBS wird ein pH 

von 7,4 erreicht 

NaCl 1,37 M 

KCl 27 mM 

Na2HPO4 100 mM 

KH2PO4 17.6 mM  

pH 6,8  

eingestellt mit HCl/NaOH 

alles von 

Sigma / Taufenkirchen 

CB NaCl 150 mM 

MgCl2 5 mM 

EGTA 5 mM 

Glukose 5 mM 

MES(2(N-Morpholino)- 

Ethansulfonsäure  

pH 6,1 HCl/NaOH 

alles von 

Sigma / Taufenkirchen 

Fixierlösung 3,7% PFA in CB Sigma /Taufenkirchen 

Glycerol G5516-1l Sigma /Taufenkirchen 

Triton x-100 T9284-500ml Sigma /Taufenkirchen 

Michpulver Skim Milk Powder Fluka / Oberhaching 

Fibronektin Fibronektin human Plazenta  BD Biosiences / Fernwald 

Rat Cardiomyocyte Neo Kit VPE-1002 Lonza / Köln 
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Name (Abkürzung) Typ oder Inhalt Hersteller / Ort 

Antikörper Vinculin  Monoclonal hVIN-1 IgG1 Sigma /Taufenkirchen 

Antikörper sekundär 

550/580 

Anti Mouse Atto 550 

43394-1ml-F 

Sigma /Taufenkirchen 

Phalloidin 488 Atto A22282 Invitrogen / Darmstadt 

Phalloidin 546 Alexa A22283 Invitrogen / Darmstadt 

Plasmid Kit Mini Kit 12125 Qiagen / Hilden 

Verbrauchsmaterial 

Name (Abkürzung) Typ Hersteller / Ort 

mittlere Zellkulturschale 60*14mm 628160 Greiner Bio-one / Solingen 

Reaktionsgefäß 1.5 ml Eppendorf Tubes Eppendorf / Wiesbaden 

Kanüle Neolus 0.7 mm  Terumo / Eschborn 

Neubauer Zählkammer Neubauer improved LaborOptik / Bad Homburg 

Deckglas 170 µm +-5 µm 0107052 Marienfeld / Lauda-Königshofen 

Deckglas 80 µm #00 Thermo Scientific / Braunschweig 

fluoreszierende Kugeln  

625/645 ø 0,2 µm 

Crimson F8806  Invitrogen / Darmstadt 

fusselfreie Tücher Professional Kimberly Clark / United Kinkdom 

STORM Aufbau 

Name (Abkürzung) Typ Hersteller / Ort 

Olympus Mikroskop IX71 Olympus / Münster 

Dielektrischer Strahlteiler Di01-R488/561 AHF / Tübingen 

Bandpassfilter 523/610 F57-488 Dualband HC 

Sperrfilter 523/610 

AHF / Tübingen 

Laser 488 Innova 70C Coherent / Dieburg 

Laser 561 Sapphire 561-200CW Coherent / Dieburg 

Aufweitung 200mm AC254-200 

-20mm AC254—20mm 

Thorlabs / Karlsfeld 

AOTF AOTF-c-VIS-TN AA Opto-electronic / Wallenhorst 

Objektiv APON 60xOTIRF APON60XTIRF Olympus / Münster 

Kamera EMCCD  

512*512 Bildpunkte 

iXon X3 x4877 Andor / USA South Windsor, 

Connecticut 

fluoreszierende Kugeln 

505/515 ø 0,2 µm 

F8811 Invitrogen / Darmstadt 
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2.2 Elastomer  

Zur Analyse lebender Zellen kann die Lichtmikroskopietechnik verwendet werden. Im 

Allgemeinen wird dazu ein inverses Mikroskop benutzt, um die Zellen von unten durch eine 

Glassschicht zu beobachtet. Um Zellen auf unterschiedlichen Steifigkeiten zu untersuchen, muss 

auf dem Glas eine Elastomerschicht aufgebracht werden. Diese muss, wie das Glas selber, 

transparent sein. Darüber hinaus darf der Elastomer nicht toxisch sein und sollte sich in 

unterschiedlichen Steifigkeiten produzieren lassen. Elastomere aus kreuzvernetzten 

Polydimethylsiloxane (PDMS) haben all diese Eigenschaften. 

Zur Herstellung eines Elastomers wurde SYLGARD® 184 SILICONE ELASTOMER KIT von Dow 

Corning benutzt. Dazu wurde die Grundsubstanz, bestehend aus einem Siloxanoligomer mit 

endständigen Vinylgruppen, mit einem Kreuzvernetzer aus einem Siloxanoligomer, welcher 

mindestens drei Silizium-Hydride enthält, vermischt. Die Grundsubstanz enthält noch einen 

Platin-Katalysator, welcher das Aushärten des Elastomers vermittelt. Durch Hydrosilylation der 

Doppelbindung am Silizium entsteht eine kovalente Bindung zwischen den Vinylgruppen der 

Grundsubstanz und den Silizium-Hydriden des Kreuzvernetzers, welche zu einer Si-CH2-CH2-Si 

Verbindung zwischen Grundsubstanz und Kreuzvernetzer führt. Durch die Vielzahl von 

Reaktionsstellen im Kreuzvernetzer bildet sich ein dreidimensionales Netzwerk aus. Das 

Verhältnis von Grundsubstanz zu Kreuzvernetzer bestimmt hierbei die Eigenschaften des 

Elastomers. Wenn weniger Kreuzvernetzer im Verhältnis zur Grundsubstanz verwendet wird, 

werden weichere Elastomere erzeugt. 

 

 

Abbildung 11. Der Kreuzvernetzer (1) 
enthält Siloxan-Oligomere mit 
endständigen Ethenylgruppen. Die 
Grunssubstanz (2) hat wenige 
Vinylgruppen im Siloxan-Oligomer und 
zusätzlich einen Platinum-Katalysator. 
Wenn (1) und (2) gemischt werden, 
kommt es zu einer organometallisch 
vermittelten Kreuzvernetzung zwischen 
den Methylgruppen und den 
Ethenylgruppen. Abbildung entnommen 
aus (Lisensky et al. 1999) 

 

  

2.2.1 Produktion von Zellkulturschalen mit und ohne Elastomer  

Aktuelle Objektive für die Mikroskopie, mit hohen numerischen Aperturen, sind im Allgemeinen 

auf eine Deckglasdicke von 170 µm, bei einer optischen Dichte von ca. 1,5, korrigiert. Um Zellen 
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zu beobachten, wurden daher Deckgläser mit einer Dicke von 170 µm +-5 µm, in 

Zellkulturschalen mit einem Loch, von unten eingeklebt. In diesen Zellkulturschalen mit 

Glasboden wurden die Zellen unter normalen Bedingungen kultiviert und mikroskopiert. 

Für die Experimente, für die Zellkulturschalen mit Elastomer benötigt wurden, wurden 

Polydimethylsiloxane kreuzvernetzt. Dieser Elastomer wird auf ein Deckglas aufgebracht und 

hier im Weiteren als Elastomersubstrat bezeichnet.  

Bei den Deckgläsern mit einer Beschichtung aus Elastomersubstrat wurde, wegen der 

Deckglasdickenkorrektur von dem verwendeten Objektiv, versucht eine Gesamtdicke von 

170 µm, bestehend aus Deckglas und Elastomersubstrat, zu erzeugen. Um zu gewährleisten, dass 

die Elastizität an der Oberfläche nicht durch das Deckglas beeinflusst wird (Merkel et al. 2007), 

wurde die Kombination aus 80 µm dickem Deckglas und, aus fertigungstechnischen Gründen, 

eine 80 µm dicke Elastomersubstratschicht gewählt. 

Die Herstellung erfolgte nach einem Protokoll von Claudia Cesa (C.M. Cesa et al. 2007). Das 

Protokoll wurde an vielen Stellen für die Experimente angepasst. Um weiche Elastomere 

herzustellen, wurde PDMS bei einem Massenverhältnis, von Grundsubstanz zu Kreuzvernetzer, 

von 50 zu 1 verwendet. Das Elastizitätsmodul hängt entscheidend von der Menge der 

Kreuzvernetzung ab. Das Massenverhältnis wurde deshalb immer auf +- 0,05% eingestellt. 

Grundsubstanz und Kreuzvernetzer wurden ausgiebig gemischt und mit einer Vakuumpumpe in 

einem Exikator bei ca. 2*10-3 mBar entgast. Als Formkörper für das PDMS-Gemisch wurden 

Siliziumscheiben verwendet. Eine vorherige Silanisierung der Siliziumscheiben mit 

Trichlorosilane, erniedrigte die Haftung. Die Siliziumscheiben wurden dazu mit wenigen 

Tropfen von Trichlorosilane 15 min bei 2*10-3 mBar in einem Exikator inkubiert. 

Als Mikrostrukturierung auf den Siliziumscheiben dient ein regelmäßiges Gitter, mit einer 

Kantenlänge von 3,5 µm. Auf den Eckpunkten befindet sich jeweils ein Quader mit einer 

Kantenlänge von 2,5 µm und einer Höhe von ca. 0,5 µm. Die Strukturen wurden mit 

standardisierten Fotolithografie-Techniken von Nico Hampe in die Siliziumscheiben 

eingebracht. Kurz vor der Verwendung wurden diese bei 130°C für 10 min auf einer Heizplatte 

ausgeheizt. Für eine fluoreszierende Mikrostrukturierung wurde eine wässrige Lösung aus 

fluoreszierenden Kugeln und dem entgasten PDMS-Gemisch in die Mikrostruktur der 

Siliziumscheiben eingerieben. Dazu wurden die fluoreszierenden Kugeln in der Lösung bei 

5*103 x g für 3 min sedimentiert. Das Kugelsediment wurde mit einem Masse-zu-Volumen-

Verhältnis (g/ml) von 0,2 % Kugeln zu PDMS-Gemisch vermengt. 

Die Siliziumscheiben wurden mit fusselfreien Tüchern sauber gewischt. Dabei verbleibt in den 

0,5 µm hohen Strukturen das PDMS-Gemisch mit den eingebetteten, fluoreszierenden Kugeln, in 

einer dünnen Schicht von unter 0,5 µm. 
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Auf die so behandelte Oberfläche wird ein Tropfen des entgasten PDMS-Gemischs ohne Kugeln 

gegeben. Ein Deckglas mit der Dicke von 80 µm wurde mit Abstandshaltern von 80 µm zwischen 

Siliziumscheiben und Deckglas aufgelegt.  

Das Deckglas wurde mit einem Objektträger stabilisiert. Der Stapel aus Siliziumscheiben, PDMS-

Gemisch, Deckglas und Objektträger wurde mechanisch zusammengedrückt und für 16 Stunden 

bei 60°C ausgehärtet. 

Im Anschluss wurde das Deckglas mit dem jetzt kreuzvernetztem PDMS von der 

Siliziumscheiben, mit Hilfe von Isopropanol, abgelöst. In der Mitte, des mit Elastomer 

beschichteten Deckglases, befindet sich am Ende der Prozedur ein ca. 1 x 1 cm großer Bereich 

(Größe der Siliziumscheiben), der die Mikrostrukturierung aus fluoreszierenden Kugeln, in einer 

etwa 0,5 µm dünnen obersten Schicht des Elastomers aufweist. Das präparierte Deckglas wurde 

von unten in Zellkulturschalen mit einem Loch eingeklebt.  

Das Elastizitätsmodul und die Poissonzahl des Elastomers wurde von Niko Hampe nach einem 

Protokoll von Claudia Cesa bestimmt (Cesa et al. 2007) und wird im Folgenden kurz 

beschrieben. 

Zylinder mit entsprechendem Mischungsverhältnis von Grundsubstanz zu Kreuzvernetzer 

wurden schrittweise gedehnt. Die auftretende Kraft wurde, über die Änderung des Gewichtes 

mittels einer Waage, bestimmt und die Verformung optisch, mit Hilfe der Seitenansicht, 

bestimmt. Über die Breite des Zylinders ist auch eine Abschätzung des Volumens möglich. Das 

Elastizitätsmodul und die Poissonzahl wurden aus diesen Daten bestimmt.  

Für die Präparation der Elastomersubstrate wurde ein Mischungsverhältnis (Grundsubstanz zu 

Kreuzvernetzer) von 50:1 verwendet und 16 Stunden bei 60°C ausgehärtet. Bei der 

verwendeten Charge 21530, des Sylgard 184 PDMS, wurden folgende Parameter bestimmt:  

E = 14 +- 1,4 kPa und v= 0.5 

2.3 Isolation kardialer Fibroblasten und Myozyten aus Herzen 

pränataler Ratten 

Für die Organentnahme von embryonalen Herzen wurden schwangere Ratten am 

Schwangerschaftstag 18-19 verwendet. Die Muttertiere wurden zunächst mit CO2 narkotisiert 

und anschließend durch Dekapitation mit einer Guillotine getötet. Der Bauchraum wurde 

geöffnet, der Uterus mit den Embryonen entnommen und auf Eis gelagert. Folgende Arbeiten 

wurden unter der Sicherheitswerkbank durchgeführt: Die Embryonen wurden aus dem Uterus 

präpariert und durch Dekapitation mit einer Schere getötet. Nach der Öffnung des Bauchraums 

wurden in Höhe des Rippenbogens, zu beiden Seiten Entlastungsschnitte gesetzt. Der Brustkorb 

wurde aufgeklappt und das Herz mit der Lunge aus dem Thorax entnommen. Unter einem 

Stereomikroskop wurden die Lunge und der Herzbeutel entfernt. Das Herz wurde in eiskaltes 
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HBSS überführt. Es wurden in der Regel 8-14 Embryonen aus einem Muttertier isoliert und 

deren Herzen nacheinander in 15 ml eiskaltes HBSS überführt. 

Zum Entfernen von Blut und weiteren Verunreinigungen wurden die Herzen in 15 ml frisches, 

eiskaltens HBSS überführt und gewaschen. Die Herzen wurden auf eine mittlere Zellkulturschale 

gegeben, die restliche Flüssigkeit wurde vollständig abgesaugt und unter Zugabe von 500 µl 

Trypsin-EDTA Lösung (TE) mit zwei Skalpellen in ca. 1 mm3 große Gewebestücke zerkleinert. 

Diese Gewebeteile wurden mit 8 ml TE versetzt und 8 min bei 37°C verdaut. Die noch nicht 

verdauten Gewebeteile wurden vom Überstand getrennt. Der Überstand wurde verworfen und 

die Gewebeteile mit einer Enzymaktivität von 1000 Units DNAse in 1 ml TE für 2 min inkubiert. 

Danach wurde 7 ml TE hinzugefügt und weitere 8 min bei 37°C verdaut. Feste Bestandteile 

wurden von der Zellsuspension getrennt. Die Zellsuspension wurde mit 8 ml Block-Lösung 

versetzt und auf Eis gelagert. Die noch nicht verdauten Teile wurden noch einmal mit DNAse 

und 8 ml TE behandelt. Der Überstand dieser Verdauung wurde abgenommen und mit 8 ml 

Block-Lösung versetzt. In allen Verdauungsschritten wurden die Lösungen regelmäßig 

durchmischt. 

Beide Block-Lösungen, mit der Zellsuspension aus dem zweiten und dritten Verdauungsschritt, 

wurden 10 min bei 200 x g und 4°C zentrifugiert. Das Sediment wurde in MM+ aufgenommen, 

die Zellzahl über eine Neubauer-Zählkammer bestimmt und jeweils 6 105 Zellen in einer 

mittleren Zellkulturschale ausgesät. In der Regel konnten aus 10 Herzen ca. 4 106 Zellen isoliert 

werden. Am folgenden Tag wurde das Medium gewechselt. Durch die beschriebene Methodik, 

wurde eine Primärkultur aus Myozyten und Fibroblasten gewonnen. Diese wurden bis zu zwei 

Wochen im Brutschrank kultiviert. Zur Differenzierung der kardialen Fibroblasten, wurden die 

Zellen mindestens fünf Tage inkubiert. Die getöteten Tiere wurden ordnungsgemäß entsorgt. 

2.4 Zellkultur 

Sämtliche Arbeiten mit den Zellkulturen wurden unter sterilen Bedingungen unter der 

Sicherheitswerkbank bei Raumtemperatur durchgeführt. Alle verwendeten Lösungen, die mit 

den Zellen in Kontakt kamen, wurden auf 37°C vorgewärmt. Die Kultivierung der Zellen erfolgte 

im Brutschrank, bei einer Temperatur von 37°C, mit zusätzlicher 5% CO2-Begasung und 

gesättigter Luftfeuchtigkeit. Routinemäßig wurde das Medium alle zwei Tage erneuert. Zellen 

wurden in einer konstanten Wachstumsphase gehalten und nicht über einen Bedeckungsgrad 

von 80% hinaus kultiviert. Die Zellzahl wurde mittels Neubauer-Zählkammer bestimmt. 

Glas- oder Elastomersubstrat-Oberflächen, die zur Kultivierung der Zellen und in der 

Mikroskopie verwendet wurden, wurden zuvor mit Fibronektin beschichtet. Die Oberflächen, 

einer Fläche von 1,7 cm2, wurden mit 430 µl einer Lösung, bestehend aus 20 µg/ml Fibronektin, 

bei 37°C für 30 min inkubiert. Unter der Annahme, dass der größte Teil des Fibronektins an die 

Oberfläche bindet, wird auf diese Weise eine Fibronektinbeschichtung von 5 µg/cm-2 erzielt.  
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2.5 Plasmide 

Das GFP-Vinculin Fusionsprotein wurde durch die Arbeitsgruppe von B. Geiger (Weizmann 

Institute, Israel) zur Verfügung gestellt. Das Fusionsprotein war im Vektor pGZ21 eingebaut. Die 

cDNS des Vinculin Proteins ist aus dem Huhn (Gallus Gallus). Das GFP befand sich N-terminal vor 

dem Leserahmen des Vinculins. Zur Expression wurde der Promotor des Zytomegalo Viruses 

benutzt. 

Das Plasmid GFP- -Aktin wurde ebenfalls in der Arbeitsgruppe von B. Geiger hergestellt. Die 

cDNS ist aus Homo sapiens. Als Promotor diente hier der -Aktin-Promotor von Homo sapiens. 

Das GFP liegt C-terminal im Leserahmen hinter dem -Aktin. 

Das GFP-VASP-Konstrukt stammt aus der Arbeitsgruppe von J. Wehland (Helmholtz Zentrum für 

Infektionsforschung, Deutschland). 

Die Fusionskonstrukte GFP-p130CAS, -Actinin, DsRED-Vinculin, DsRED-VASP wurden von 

Simone Born hergestellt (Tabelle 1). Der spezifische cDNS-Abschnitt wurde mittels Polymerase-

Kettenreaktion mit zwei spezifischen Primern vermehrt. 

Zur Klonierung wurde ein Vektor und das Produkt aus der Polymerase-Kettenreaktion mit 

Restriktionsenzymen geschnitten. Die Ligation beider DNS-Sequenzen wurde durch eine Ligase 

für 180 min bei Raumtemperatur vermittelt. Der E-coli-Stamm DH5alpha wurde mit dem 

entstandenen Vektor transformiert. Einzelne Bakterienkolonien wurden nach Plasmidisolation 

mittels Restriktionsverdau und Größenauftrennung durch Elektrophorese auf korrekte 

Herstellung des gewünschten Plasmides überprüft. Zusätzlich erfolgte eine kommerzielle 

Sequenzierung des vollständigen Fusionsproteins.  

 

Farbstoff-

Protein 
Primer1 Primer2 

spezifischer 

Genabschnitt 

Restriktion 

zur Ligation 
Vektor 

eGFP- 

p130cas 

CCGCTCGAGCAATGAACC

ACCTGAACGTGCTGGCCA 

CGCGGATCCTCAGGCGGCTG

CCAGCTGGCCTA 

NCBI: 

BC062556 

Xho I 

BamH I 

pEGFP-C1 

(Clontech) 

DsRed- 

VASP 

CCGCTCGAGCAATGAGCG

AGACGGTCATCTGTT 

CGCGGATCCTCAGGGAGAA

CCCCGCTTCCT 

NCBI: 

BC038224 

Xho I 

BamH I 

pDsRed-Monomer-

C1 (Clontech) 

DsRed-

Vinculin 

CGAGCTCCAATGCCCGTC

TTCCACACGCGCA 

CCGGAATTCCATTACTGAT

ACCATGGGGTCTTTCTGA 

NCBI: 

J04126 

Sac I 

EcoR I 

pDsRed-Monomer-

C1 (Clontech) 

eGFP- 

-Actinin 

CCGCTCGAGCGCACCATC

ATGGACCATTATGA 

CCCAAGCTTGAGGTCACTCT

CGCCGTACA 

NCBI: 

M95178 

Xho I 

Hind III 

pEGFP-C1 

(Clontech) 

Tabelle 1. Hergestellte Fusionsproteine 

 

Positiv getestete Bakterienkolonien wurden bei -80°C in Glycerol in LB-Medium (1:2) gelagert. 

Die Vermehrung erfolgte in sterilem LB-Medium, mit entsprechendem Antibiotikum. Die 

Präperation der Plasmide basierte auf der alkalischen Lyse (H.C.Birnboim 1979). Dazu wurde 

ein QIAfilter-Plasmid-Purification-Kit verwendet. Dieses wurde nach Protokoll des Herstellers 
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verwendet und anschließend die Konzentration der isolierten Plasmid-DNS photometrisch 

(NanoDrop) bei 260 nm bestimmt.  

2.6  Transfektion 

Die Transfektionsraten klassischer, auf Liposomen basierender chemischer Methoden, waren 

bei dem, für die Arbeit verwendeten Zelltyp, sehr gering. Deshalb wurde auf eine neuartige 

Nucleofektor-Technologie der Firma Amaxa zurückgegriffen. Dort wird die chemische 

Transfektion durch eine Elektroporation unterstützt. Durch die Entladung eines Kondensators 

werden Zellen, die sich zwischen zwei Elektroden befinden, einem elektrischen Feld ausgesetzt. 

Durch optimale Puffer-Bedingungen werden hier größere Transfektionsraten erzielt (Jacobsen 

et al., 2006). Darüber hinaus zeigen die Zellen im Experiment eine viel gleichmäßigere 

Expression des Fusion-Proteins.  

Die isolierten kardialen Fibroblasten und Myozyten wurden mindestens fünf Tage auf Plastik 

kultiviert. Die Zellen wurden zwei Mal mit PBS gewaschen. Zum Ablösen wurden 4*105 Zellen 

mit 2 ml TE für 2 min behandelt und anschließend mit derselben Menge MM+ vermischt. Die 

Zellsuspension wurde durch Zentrifugation bei 300 x g für 2 min sedimentiert. Die Transfektion 

mittels Nucleofektor Technologie erfolgte nach dem Protokoll des Herstellers. Es wurden 100 µl 

Nucleofektor Lösung mit 2 µg Plasmid-DNS versetzt. Bei gleichzeitiger Verwendung von zwei 

Plasmiden wurden je 2 µg Plasmid-DNS benutzt. Mit dem Gemisch wurde das Zellsediment 

aufgenommen und in die Amaxa-Küvette überführt. Im Nucleofektor wurde das Programm G-09 

verwendet. Nach der Behandlung wurden die Zellen in 1 ml frischem Medium aufgenommen 

und erneut bei 300 x g für 2 min sedimentiert. Das Sediment wurde in frischem Medium 

aufgenommen und die Zellzahl bestimmt.  

Auf eine Oberfläche von 1 cm2 wurden 2*104 ± 50% Zellen ausgesät. Die Zellen wurden erst am 

nächsten Tag für das Experiment verwendet und maximal vier weitere Tage analysiert.  

2.7 Konfokale Fluoreszenzmikroskopie 

Die Nutzung eines konfokalen Fluoreszenzsmikroskops (LSM: engl. Laser Scanning Microscope) 

wurde zum ersten mal 1988 beschrieben (Marvin 1988). Mit dieser Technik konnte die axiale 

Auflösung deutlich verbessert werden. Das Prinzip der verbesserten räumlichen Auflösung 

beruht auf einer Ausblendung des Lichts außerhalb der Fokusebene. Mit einem Laser wird durch 

das Objektiv ein beugungsbegrenzter Punkt beleuchtet. Von dem Objekt ausgehendes Licht 

(reflektiert oder ausgehend von fluoreszierenden Farbstoffen) wird durch das Objektiv zurück 

auf einen Punktdetektor gebracht. Durch das Einbringen einer Lochblende vor dem Detektor, an 

einer Stelle, an der das Licht einen Fokuspunkt hat (konfokale bzw. konjugierte Ebene des 

Lukenstrahlengangs), wird alles Licht außerhalb der Fokusebene blockiert. Der 

Beleuchtungspunkt wird in x– und y-Richtung über die Probe gefahren. Im Allgemeinen wird 
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dies über zwei Spiegel bewerkstelligt, welche über Galvanometerantriebe bewegt werden. 

Durch die Zusammensetzung der Abrasterung entsteht so ein Bild der Probe. 

Durch selektive Beleuchtung von Teilbereichen in der Probe, war das Ausbleichen von 

Strukturen möglich. Für diesen Zweck wurde die Intensität der Laserbeleuchtung durch einen 

AOTF (Acousto Optic Tunable Filter) gesteuert (Wedekind et al. 1994). Mit diesem kann eine 

Schwächung der Beleuchtung unterhalb 1 µs erreicht werden. Einzelne Bildpunkte, die durch 

den Scanner angefahren werden, können so mit sehr unterschiedlichen Laserleistungen 

bestrahlt werden. Auf diese Weise wird ein gezieltes Ausbleichen von fluoreszierenden 

Strukturen möglich.  

Die Experimente wurden an einem inversen konfokalen Fluoreszenzsmikroskops durchgeführt. 

Für den größten Teil der Arbeit wurde ein LSM 510 META genutzt. Für die Aufnahmen wurde 

ein 1.4 NA PlanApochromat DIC 63x Objektiv verwendet. 

Zur Beleuchtung wurde die 488 nm Laserlinie eines Argon-Lasers und ein 543 nm Helium-Neon-

Laser genutzt. Zudem wurde ein dielektrischer Strahlteiler mit der Reflektion bei 488 nm und 

543 nm verwendet. Die Emission des GFP wurde mit einem Bandpassfilter zwischen 505 nm 

und 530 nm herausgefiltert. Für die Aufnahme des Signals der fluoreszierenden Kugeln wurde 

ein 650 nm Langpassfilter verwendet. Dadurch konnte das Signal des GFPs und der 

fluoreszierenden Kugeln ohne gegenseitige Beeinflussung simultan aufgenommen werden. 

Darüber hinaus wurden zusätzlich Reflektionsbilder aufgenommen. Hierzu wurde ein 

Strahlteiler, welcher 20% des Lichtes reflektiert und 80% transmittiert und die Laserlinie 

543 nm verwendet. Gleichzeitig wurde eine Durchlichtaufnahme der Probe gemacht. 

Die Experimente mit den DsRed-Konstrukten wurden an einem LSM 710 durchgeführt, und es 

wurde ein dielektrischer Strahlteiler mit der Reflektion bei 488 nm und 543 nm verwendet. Die 

Anregung erfolgte bei 488 nm. Emittiertes Licht wurde mit einem Detektor zwischen 505 nm 

und 540 nm aufgenommen. Danach wurde die 543 nm Laserlinie zum Anregen benutzt und die 

Emmission oberhalb von 550 nm detektiert. 

Bei beiden Mikroskopen wurde zur Temperaturkontrolle ein Inkubator genutzt, der über 

Warmluft beheizt wurde. Um eine noch bessere Stabilität der Temperatur  im Bereich der Probe 

zu erreichen, wurde als Objekthalter ein aktiver Heizeinsatz verwendet. Um darüber hinaus die 

Bewegung der Probe, durch Ausdehnung oder Zusammenziehen der Bauteile aufgrund von 

Temperaturunterschieden, zu minimieren und Rotationen der Probe auszuschließen, wurde 

diese radial in einem speziell angefertigten Metallring gehalten. Dabei wurden lange 

Vorlaufzeiten von über vier Stunden eingehalten, um eine gleichmäßige Temperaturverteilung 

zu gewährleisten. Die mechanischen Scanner und die Position der Lochblende wurden 

regelmäßig kalibriert.  

Um Bildpositionen auswerten zu können, muss die Probe mit gleichbleibender Geschwindigkeit 

abgetastet werden, was nur bei einem auf Arbeitstemperatur gebrachten Scanner gewährleistet 
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ist. Für die Aufnahmen wurde eine Bildpunkbelichtungsdauer von ca. 6 µsec gewählt. Durch die 

beschriebenen Maßnahmen wurde die Stabilität der Bildgebung gewährleistet.  

Das Bleichen eines Bildpunktes erfolgte bei beiden Mikroskopen bei maximaler Laserleistung 

des Argonlasers (ca. 30 mW Ausgangleistung), für eine Beleuchtungsdauer von 40 µsec pro 

Bildpunkt. Die Kantenlänge eines Bildpunktes betrug dabei 0,9 µm. In der Regel wurden Streifen 

mit einer Breite von 10 bis 15 Bildpunkten ausgebleicht.  

2.8 Dehnung des Elastomersubstrats 

Um eine Deformation in das Elastomersubstrat einzubringen, wurde die Spitze einer Kanüle 

benutzt. Die Position der Spitze wurde über die Durchlichtaufnahme bestimmt. Mit einem 

Mikromanipulator wurde so, unter optischer Kontrolle, die Kanülenspitze in die Nähe einer Zelle 

gebracht. Der Punkt, an dem die Kanüle die Oberfläche berührt, wurde durch die Reflektion der 

Kanüle bestimmt. Mit Hilfe der Reflektion an der Oberfläche wurden zudem die Adhäsionen von 

Zellen deutlich abgebildet. Es wurden nur einzelne Zellen außerhalb eines Zellverbandes 

untersucht (Abbildung 17 C). Als Kontrolle der Stabilität des Systems, ohne Einfluss des 

Dehnungsexperimentes, dienten Aufnahmen der Zellen vor dem Verzug. Erst dann wurde die 

Kanüle ca. 4 µm tief in das Elastomersubstrat eingestochen. Durch die Tiefe von 4 µm wurde ein 

Rutschen des Elastomersubstrat beim Bewegen der Kanüle nahezu vollständig vermieden. Um 

eine möglichst große Dehnung der Zelle zu erreichen, sollte die eingeleitete Deformation 

unterhalb der Zelle schnell abfallen (Abbildung 12). Der Abstand von Zelle zur Kanüle wurde 

deshalb möglichst klein gehalten und betrug ca. 40 µm. Es sei erwähnt, dass im direkten Bereich 

um die Kanüle (>40 µm) die Oberfläche nicht im Fokus liegt. Die Einleitung der Deformation 

erfolgte schrittweise durch die Bewegung der Kanüle. Die Kanüle wurde nur in den Pausen, 

zwischen den Aufnahmen, um ca. 1 µm bewegt. Dieses wurde ca. 12 bis 14 mal wiederholt, was 

einer Auslenkung der Kanüle um ca. 13 µm entspricht. 

 

 

Abbildung 12. Dehnung einer Zelle (Pfeil) mit einer Kanüle (schwarz) auf Elastomersubstrat mit rot 
fluoreszierenden Kugeln an der Oberfläche. Das eingebrachte Deformationsfeld (rote Linie) nimmt 
schnell mit zunehmendem Abstand zur Kanüle  ab. 
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Um die von der Kanüle verursachte Deformation wieder zu entfernen, wurde die Kanüle aus 

dem Substrat herausgehoben. In der Regel wurde die Kanüle vor dem Herausheben aus dem 

Elastomersubstrat auf ihre ursprüngliche Position vor dem Einstechen zurückgefahren. 

2.9 Positionsbestimmung von Bildstrukturen  

Zellen auf Elastomersubstraten, mit durch Fusionsproteinen angefärbten Strukturen, wurden 

über die Zeit aufgenommen. Die Positionen von fokalen Adhäsionen bzw. Stressfasern wurden 

im ersten Bild der Zeitreihe von Hand bestimmt. Bei einer Stressfaser wurden die Endpunkte 

und die dazwischenliegenden Stützpunkte analysiert. Der Verlauf zwischen den Stützpunkten 

wurde als Gerade angenommen. Als Position der Stützpunkte innerhalb der Stressfaser wurden 

die Kanten der zuvor eingebrachten Bleichstreifen gewählt. Die von Hand bestimmten 

Positionen, der abgefärbten Strukturen im ersten Bild dienten darüber hinaus als Startpunkt für 

die Mikrostruktur im Elastomersubstrat. 

Für die Verschiebungsanalyse aller Mikrostrukturen im Substrat wurden die Startpositionen 

aller Kugeln im ersten Bild, durch Kreuzkorrelation mit einer beliebigen Kugel als Schablone 

bestimmt. 

Zur Glättung des Signals wurden die Bilder mit einem 5 x 5 Bildpunkte großen 

zweidimensionalen Gaußprofil gefiltert. Es ist wichtig, dass es sich hier um eine 

positionserhaltene Filterung handelt. Die Positionen der Strukturen dürfen durch die Filterung 

nicht verschoben werden. 

Im Weiteren wurden die Verschiebungen über die Zeit analysiert. Hierbei dienten die 

markierten Strukturen als Startpositionen. Jede dieser Positionen wurde als Zentrum für ein 

Fenster gewählt, welches die Strukturen enthielt. Mit Hilfe einer normierten Kreuzkorrelation 

(Formel 1) wurde in den folgenden Aufnahmen der Zeitserie, nach ähnlichen Strukturen 

gesucht. Hierzu wurde das Suchfenster doppelt so groß gewählt, wie das eigentliche, die 

Struktur beinhaltende Fenster und für jeden Bildpunkt innerhalb des Suchfensters die 

Kreuzkorrelation bestimmt. 

 

r

Axy A Bxy B 
yx

( (Axy A )2( (Bxy B )2)
yxyx

 

Formel 1. Normierte Kreuzkorrelation r. Jeder Grauwert eines Bildpunktes in x- und y-Richtung von Bild A wird mit 

Bild B kreuzkorreliert und mit den mittleren Grauwerten ( A  und B ) normiert. 

 

Der Bildpunkt mit dem maximalen Kreuzkorrelationskoeffizienten wurde als neues Zentrum des 

Fensters bestimmt, welches die gesuchte Struktur enthält und die Analyse auf diese Weise für 

die gesamte Zeitserie durchgeführt. Es wurde manuell eine Schwelle gesetzt, um somit eine 
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minimale Ähnlichkeit der gesuchten mit der vorgegebenen Struktur zu fordern. Nur Strukturen 

oberhalb dieser Schwelle wurden betrachtet. Auf diese Weise wurden die Positionen aller 

Strukturen für jeden Zeitschritt bestimmt. 

Um Positionen genauer als die Bildpunktpositionen zu erhalten, wurde die Position des 

Scheitelpunktes einer Parabel bestimmt. Dazu wurden die benachbarten 

Kreuzkorrelationskoeffizienten des Maximums in x- und y-Richtung betrachtet. In diese 

Richtungen wurde an je drei Punkte eine Parabel angelegt. Die Position des Scheitelpunktes 

wurde als Position des Fensters angenommen. So wurden die genauen Positionen für alle 

Strukturen über die Zeit bestimmt. 

Aufgrund thermischer Fluktuationen kommt es, unter anderem, zu einer Ausdehnung von 

Mikroskopbauteilen, was zu einer unerwünschten Bewegung der Probe führt. Diese Bewegung 

hat eine gleichmäßige Verschiebung aller Strukturen zur Folge, welche aus den Aufnahmen 

bestimmt werden kann und korrigiert werden muss. Hierzu wurden zunächst Bereiche in den 

Aufnahmen ausgewählt, welche weder durch Zellen, noch durch die Kanüle beeinflusst wurden. 

Das Ergebnis der Verschiebungsanalyse, der in diesem Bereich liegenden Kugeln, liefert einen 

Wert für die, durch thermische Einflüsse verursachte, unerwünschte und zu korrigierende, 

Bewegung der Probe.  

2.10 Die durch die Zellen verursachte Deformation 

Die von den Zellen eingebrachte Deformation in das Elastomersubstrat wurde bestimmt, indem 

nur Zellen, die ohne Kontakt zu anderen Zellen vorliegen, beobachtet wurden. So wurde die 

Überlagerung von Deformationsfeldern, nahe zueinander liegender Zellen, ausgeschlossen. 

Adhärierte Zellen nehmen auf dem Elastomersubstrat ihre für sie typische Form an. Die dabei 

auftretenden Zellkräfte verformen das Substrat, über die fokalen Adhäsionen, in den 

Randbereichen der Zelle. Zu Beginn der Beobachtungen hatten die Zellen das Elastomersubstrat 

also bereits durch diesen Prozess verformt. Um die Verschiebung des Substrats durch die Zellen 

zu bestimmen, wurden die Aufnahmen der Zellen, nach Abschluss des 

Deformationsexperiments, also nachdem die Kanüle an ihre Ausgangsposition zurückgefahren 

und aus dem Elastomer entfernt wurde, mit Aufnahmen ohne Zelle verglichen. Um diese 

Referenzaufnahme zu erhalten wurden die Zellen mechanisch, mit der Kanüle, von der 

Oberfläche gewischt. Die Kanüle  wurde hierzu ca. 1 µm tief eingestochen und über das Substrat 

bewegt, an der die Zelle saß. Nach Abschluss dieses Prozesses wurde die Kanüle herausgehoben 

und die Mikrostruktur erneut aufgenommen. Dabei wurde ca. 5 min zwischen Entfernung der 

Zelle und der Aufnahme gewartet, um sicher zu stellen einen äquilibrierten Zustand des 

Elastomers zu erhalten. 

Für die Berechnung der mittleren Verschiebung der Mikrostruktur im Substrat, wurde der 

Zeitpunkt der maximal auftretenden Verschiebungen bestimmt. Für die höchsten 80% aller 



 48 

Kugel-Verschiebungen wurden die Positionen berechnet. Für die weiteren Berechnungen 

wurden nur die Verschiebungen dieser Kugeln für die Bestimmung des Mittelwertes 

herangezogen. 

2.11 Spezifische Färbung mittels Immunfluoreszenz sowie mit 

Phalloidin markierten Farbstoffen 

Zellen bzw. Oberflächen wurden für die Aufnahmen mit dem LSM oder für die dSTORM gefärbt. 

Die grundlegende Prozedur ist hierbei gleich. Die Konzentrationen der eingesetzten, 

spezifischen Farbstoffe, unterscheidet sich für die beiden Techniken allerdings deutlich. 

Für die Färbung von Zellen wurden die Zellen auf den Glasbodenschalen oder auf den 

Elastomersubstraten kultiviert. Hierzu wurden 2*104 Zellen pro 1 cm2 ausgesät und zwei Tage 

kultiviert. Zur spezifischen Färbung von Proteinen innerhalb der Zellen, wurden die spezifischen 

Bindungen von Antikörpern und Phalloidintoxinen genutzt. 

Die Zellen wurden mit Fixierlösung für 30 min im Brutschrank behandelt. Sie wurden zweimal 

für je 5 min mit Glycin-CB (30 mM) gewaschen. Zur Permeabilisierung wurden die Zellen mit 

0,3% Triton x-100 in CB für 30 min inkubiert. Danach wurden sie mit 5% fettfreiem Milchpulver 

in CB für 30 min behandelt. Der erste Antikörper, spezifisch gegen das gewünschte Protein in 

den Zellen, wurde mit 5% Milchpulver in CB 1:100 verdünnt. Eine Zellkulturoberfläche wurde 

mit 50 µl dieser Verdünnung für 45 min inkubiert. Unspezifische Bindungen wurden durch 

zweimaliges Waschen mit je 1 ml Glycin in CB (30 mM) für je 5 min entfernt. Der zweite 

Antikörper, mit kovalent gekoppelten fluoreszierenden Molekülen, wurde mit 5% Milchpulver in 

CB 1:200 verdünnt. Die Färbung mit Phalloidintoxin erfolgte ebenfalls in diesem Schritt und 

wurde in 5% Milchpulver 10-4-fach verdünnt. 100 µl dieser Lösung wurde auf einer 

Glasbodenschale für 2 Stunden inkubiert. Die Zellen wurden dreimal mit 1 ml PBS für 5 min 

gewaschen und in PBS mikroskopiert.  

Für Untersuchungen zur Charakterisierung der dSTORM wurden Glasbodenschalen, mit dem 

zweiten, fluoreszierenden Farbstoff tragenden Antikörper, beschichtet. Dazu wurden 

unterschiedliche Verdünnungen in entgastem PBS verwendet.  Es wurden Verdünnungen von 

10-2 bis 10-7 verwendet. Um den Großteil aller gelösten Gase zu entfernen, wurde das 

verwendeten PBS bei 2*10-3 mBar für 30 min entgast. Der Antikörper wurde in PBS verdünnt 

und 250 µl für 30 min auf den Glasbodenschalen inkubiert. Anschließend wurden die Oberfläche 

dreimal mit 2 ml PBS gewaschen. Mikroskopiert wurden sie in entgastem PBS pH 7,4 mit 

100 mM MEA.  

Zur Positionsbestimmung für die Bewegungskorrekturen in der dSTORM wurden 

fluoreszierende Kugeln in die Probe eingebracht. Hierzu wurden Glasbodenschalen für 30 min 

mit 100 µl PBS und 0,003% (Gewicht zu Volumenverhältnis) fluoreszierenden Kugeln inkubiert. 
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Die Glassbodenschalen wurden anschließend mit PBS gewaschen, um nicht physisorbierte 

Kugeln zu entfernen. 

2.12  dSTORM 

Für die dSTORM wurde ein Mikroskop von Olympus verwendet. Zur Beleuchtung dienten Laser 

mit den Wellenlängen 488 nm und 561 nm. Die Laserstrahlen wurden durch einen AOTF 

(Acousto Optic Tunable Filter) geleitet. Der Strahl wurde aufgeweitet und auf die hintere 

Fokalebene (konjugierte Ebene des Pupillenstrahlengangs) des Objektivs fokussiert. Durch 

einen dielektrischen Strahlteiler wurde das Anregungslicht in das Objektiv gelenkt. Die Emission 

wurde vom Objektiv aufgefangen und passierte den Strahlteiler. Ein Dualbandpassfilter 

selektierte nochmals die Emissionen. Die Aufnahme erfolgte mit einer EMCCD (Electron-

Multiplying-Charge-Coupled-Device) Kamera. 

 

 

Abbildung 13. Schematischer Aufbau für dSTORM. Eine Probe (Pfeil) wird mit Lasern 

beleuchtet und die Emission mit einer EMCCD aufgenommen. Gezeigt ist der 

Lukenstrahlengang. 

 

2.12.1 Korrektur der durch Thermik verursachten Bewegung der Probe 

Durch thermische Ausdehnungen der Bauteile bewegt sich die Probe im Vergleich zur Kamera. 

Die Probe wird in x- und y-Richtung aufgenommen. Der Fokus des Mikroskops bestimmt dabei 

die betrachtete z-Position. Die unerwünschte Bewegung der Probe in x- und y-Richtung, muss in 

der Aufnahmedauer von ca. 5 min (1000 Aufnahmen) korrigiert werden. Dazu wurden 

fluoreszierende Kugeln in die Fokusebene eingebracht. Die Absorbtions- wie Emissionsspektren 
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der Kugeln und der Färbung der Probe sollten dabei unterschiedlich sein, um eine gegenseitige 

Beeinflussung zu minimieren. Beide verwendeten Anregungswellenlängen müssen von dem 

dielektrischen Strahlteiler durchgelassen werden. Die Emission der Farbstoffe wurde durch 

einen Bandpassfilter mit zwei Bereichen gefiltert. 

2.12.2 Genauigkeit der Positionsbestimmung 

Durch ein Objektiv wird ein vergrößertes Abbild der Probe erzeugt. Bei unendlicher Optik 

entsteht erst durch eine Tubuslinse ein reales vergrößertes Bild. Im rückwärtigen Fokus des 

Objektivs wird das Bild von einem Bildsensor erfasst. Der Bildsensor ist aus einzelnen Punkten 

aufgebaut, die in einem quadratischen Raster angeordnet sind. Jeder Bildpunkt ist ein eigener 

Sensor und detektiert das Licht, welches aus einem Bereich aufgefangen wird. 

Die Funktionsweise des Sensors ist entscheidend für die Messung des real vergrößerten Bildes, 

da das dargestellte Bild immer eine Umwandlung aus dem realen Bild auf dem Sensor ist. Die 

Detektion des  Signals erfolgte im Experiment über eine Back-Side-Illuminated-Electron-

Multiplying-Charge-Coupled-Device (EMCCD) Kamera. Das Grundelement jeden Bildpunktes ist 

eine einzelne „Charge Coupled Device“ Zelle (CCD übersetzt: Ladungsgekoppeltes-Bauteil). 

Einfallende Photonen entfernen aus einer Zelle Elektronen (durch einen photoelektrischen 

Effekt). Die Anzahl der ausgelösten Elektronen ist proportional zur Anzahl der Photonen. Die 

Elektronen in jedem Bildpunkt einer Zeile können einzeln zum Rand transportiert werden. Dort 

werden sie analog gemessen und digitalisiert. Bei einer EMCCD (übersetzt: Elektronen-

multiplizierendes-Ladungsgekoppeltes-Bauteil) Kamera, werden die Elektronen jeder Zeile erst 

vervielfältigt, bevor sie ausgelesen werden. Durch diese nachträgliche Verstärkung können sehr 

kleine Lichtmengen gemessen werden. 

Normale CCD-Kameras werden von der Oberseite her beleuchtet. Durch den Aufbau einer CCD-

Zelle befinden sich dort Bereiche, die nicht lichtempfindlich sind. Diese absorbieren einfallendes 

Licht, welches dadurch nicht detektiert werden kann. Die CCD-Zellen können auch rückseitig 

beleuchtet werden (Back-Side-Illuminated; übersetzt: rückseitig beleuchtet). Die ganze Zelle 

detektiert dabei das einfallende Licht, was die Quantenausbeute und die damit verbundene 

Empfindlichkeit erhöht.  

Bei der Messung eines Bildes mit einer EMCCD, misst jeder Bildpunkt als Sensor die Intensität in 

einem Bereich des Bildes. Bei einer mikroskopischen Betrachtung werden in der Regel 

Kantenlängen von ca. 0,1 µm von einem Bildpunkt abgebildet. Dabei schwankt die gemessene 

Intensität, bei gleichem Signal, aus verschiedenen Gründen. Die Standardabweichung des Signals 

wird als Rauschen bezeichnet. Die Ursachen des Rauschens sind unterschiedlichen Ursprungs.  
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Abbildung 14. Beugungsbegrenzter Punkt in einer EMCCD von einer rot fluoreszierenden Kugel. Maßstab 2 
µm. (rechts) Profil des Punktes von drei zeitlich aufeinanderfolgenden Aufnahmen. Bildpunktgröße 0,066 
µm. 

 

Eine Komponente ist dabei das Photonenrauschen. Die Menge, von einer Lichtquelle emittierten 

Photonen, sind statistischen Schwankungen unterworfen. Bei einer Poisson-Verteilung des 

Signals (N), wächst die Standardabweichung des Signals nur mit . Das Signal zu 

Rauschverhältnis ist N / N . Die Genauigkeit des Signals steigt daher mit dem Signal um .  

Wenn nur das Photonenrauschen die Messgenauigkeit beeinflussen würde, wäre der mittlere 

Fehler der Positionsbestimmung x
d 2 2ln2

N
 (R. E. Thompson et al. 2002).  

Durch thermische Schwingungen im Gitter des Detektors, werden Elektronen unabhängig von 

eingestrahlten Photonen generiert. Dieses so genannte Dunkelrauschen ist von der Temperatur 

abhängig. Je höher die Temperatur, desto mehr Elektronen werden freigesetzt. Um diesen Effekt 

zu minimieren, werden die Detektoren auf -80°C gekühlt. 

Das Signal, welches von der Probe durch fluoreszierende Objekte emmittiert wird, kommt im 

Idealfall nur von dem Farbstoff, der spezifisch an Zellstrukturen gebunden ist. Nicht spezifische 

Bindungen führen hier zu einer Erhöhung des Rauschens. Signale außerhalb der Fokusebene, 

spezifisch oder unspezifisch, erhöhen dieses Hintergrundrauschen noch einmal.  

Bei der Umwandlung der gesammelten Elektronen in digitale Bilddaten, entsteht das sogenannte 

Ausleserauschen. Hier gibt es viele Quellen, die zu einer zusätzlichen Schwankung des Signals 

führen. Der wesentliche Anteil der Schwankungen bei einer EMCCD entsteht hier durch die 

nachträgliche Verstärkung des Signals.  

Alle Komponenten, die zum Rauschen des Signals führen, sind unabhängig und können anhand 

von Kontrollmessungen abgeschätzt werden.  

Positionsbestimmung 

Um die Positionen der Kugeln und der Antikörper genau zu bestimmen, wurden zuerst die 

groben Positionen der enthaltenen zweidimensionalen PSF ermittelt. Dazu wurde wie in 
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Abschnitt 2.9 beschrieben, ein Bild mit der im Bild auftretenden, zweidimensionalen PSF 

kreuzkorreliert. Die enthaltende zweidimensionale PSF wurde aus den ersten zehn Bildern jeder 

Aufnahme ermittelt. Das Bild wurde zunächst mit einer synthetischen zweidimensionalen PSF 

kreuzkorreliert. Diese Methode lieferte in erster Nährung die Positionen, der im Bild 

enthaltenden, beugungsbegrenzten Punkte. Im nächsten Schritt wurden diese Positionen als 

Zentren von Fenstern angenommen, welche so groß gewählt wurden, dass genau eine 

zweidimensionale PSF, je Fenster, eingeschlossen wurde. Alle Fenster wurden aufsummiert und 

gemittelt. Auf diese Weise erhielt man ein Abbild der tatsächlichen zweidimensionalen PSF des 

Systems.  

Mit diesem realen Abbild der zweidimensionalen PSF wurden alle Bilder erneut kreuzkorreliert. 

Durch das Setzen einer Schwelle und das Extrahieren der lokalen Maximalwerte, konnten so die 

grobe Position der beugungsbegrenzten Punkte eines Bildes bestimmt werden. An die, auf diese 

Weise erhaltenen Koordinaten wurde im Originalbild jeweils eine eindimensionale Gaußkurve, 

so lange in x-Richtung als auch in y-Richtung angepasst, bis das Quadrat der Abweichung der 

Signalwerte in den Bildpunktpositionen zu der Gaußkurve ein Minimum erreichte.  

 

Formel 2. Normalverteilung an eine PSF. Signal = Signal an Stelle x; H = Hintergrundsignal; ST = Signalstärke; xpos = 
Position vom Maximum; xstd = Standartabweichung von x. 

 

Aus den angelegten Gaußkurven konnten folgende Parameter bestimmt werden. Die 

Signalstärke (Amplitude) des Zentrums und das Hintergrundsignal. Die Breite der Gaußkurve in 

x- und y-Richtung, sowie die x- und y-Positionen der Scheitelpunkte. Nur Gaußkurven mit einer 

Standardabweichung zwischen 1 und 4 Bildpunkten wurden zugelassen. 

Die Bewegung der Probe in x- und y-Richtung wurde mit Hilfe der fluoreszierenden Kugeln 

ermittelt. Die Fluoreszenzfarbe der Kugeln unterschied sich von der Färbung der Probe, so dass 

diese getrennt voneinander aufgenommen werden konnten (Abbildung 15). Die 

Bestrahlungsintensität konnte durch einen AOTF schnell geändert werden. Dieses ist nötig, da 

während der Aufnahme die Verstärkung der Kamera nicht schnell genug geändert werden kann. 

Über die Veränderung der Bestrahlungsintensität konnte für jede Farbe ein optimales Bild 

erzeugt werden. Die fluoreszierenden Kugeln wurden nur in jedem zehnten Zeitschritt angeregt. 

Die Position der Kugeln wurde bestimmt und so die Bewegung der Probe ermittelt. Die 

Bewegung der Kugeln zwischen den zehn Aufnahmen wurde als linear angenommen. Die 

ermittelten Positionen der fluoreszierenden Farbstoffe (z.B. Antikörper) wurden mit dieser 

Bewegung korrigiert. 
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Abbildung 15. Optische Dichte des Strahlteilers und des Filters in der dSTORM. 

Messung 

Für die Messung wurden Glasbodenschalen mit Antikörpern und fluoreszierenden Kugeln 

mikroskopiert (Abschnitt 2.11). Jeder gemessene Ausschnitt der Proben wurde vorher für 5 min 

mit 100 % Laserintensität des 561 Lasers (Ausgangsleistung 50 mW) bestrahlt, um die 

fluoreszierenden Farbstoffe in den Dunkelzustand zu überführen (Abschnitt 1.4.4). Die Messung 

wurde bei 30% Laserintensität des 561 nm bzw. 0,5% Laserintensität des 488 nm 

(Ausgangsleistung 100 mW) bei einer Aufnahmezeit von 100 ms durchgeführt. In der Regel 

wurden 1000 Aufnahmen aufgenommen, was einer Dauer von ca. 5 min entspricht. 

Simulation der Positionsbestimmung  

Die Genauigkeit der Positionsbestimmung wurde mittels einer Monte-Carlo-Simulation getestet. 

Hierzu wurden folgende Parameter verwendet: Die Signalstärke eines beugungsbegrenzten 

Punktes und seine Breite; die Höhe des Hintergrundsignales und das Rauschen von Signalen, 

verursacht durch die verschiedenen Rauschquellen; die ersten beiden Parameter können aus 

Originalaufnahmen eines beugungsbegrenzten Punktes abgeschätzt werden. 

Um das Hintergrundsignal der Kamera abzuschätzen, wurde bei vollständiger Dunkelheit 

gemessen. Die Signale jedes Bildpunktes wurden 100-mal aufgenommen und das mittlere Signal 

bestimmt. Zur Kontrolle wurden unterschiedliche Belichtungszeiten getestet.   

Das Dunkel-, Photonen- und Kamerarauschen wurde mittels einer fluoreszierenden Fläche 

bestimmt. Dazu wurde ein Objektträger aus Plastik mit einer durchgängigen Fluoreszenz, mit 

einer maximalen Anregung bei 560 nm und einer maximalen Abstrahlung bei 630 nm mit dem 

561 nm Laser (Ausgangsleistung 20 mW) beleuchtet. Der AOTF wurde dabei auf 0,5% gestellt. 

Die Signale jedes Bildpunktes wurden 100-mal aufgenommen und das mittlere Signal, sowie die 

Standardabweichung der Signale bestimmt. Verschiedene Aufnahmezeiten wurden gemessen, 

um unterschiedliche Signalstärken zu erhalten. 
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Es wurde eine synthetische Abbildung einer zweidimensionalen PSF durch eine Gaußkurve in x-

und y-Richtung erzeugt. Die Breite der Kurve (Standardabweichung = 97 nm), die Amplitude 

(Grauwert 6000) und das Hintergrundsignal (Grauwert 300) wurden aus Originalaufnahmen 

abgeschätzt. Die Helligkeitsverteilung wurde auf Bildpunkte einer festen Größe verteilt (66 nm). 

Dabei ist zu beachten, dass hier die Position des Scheitelpunktes vorgegeben wird.  

Jeder Pixel wurde 1000-mal, in Abhängigkeit seiner Signalstärke, statistisch mit dem 

abgeschätzten Rauschen versehen. In jeder Abbildung wurde die Position des Scheitelpunktes 

mittels Anlegen einer eindimensionalen Gaußkurve ermittelt. Im Anschluss wurden die 

Abweichungen zwischen der vorgebenden Position und der gemessenen Position bestimmt.  

 



 55 

3 Ergebnisse 

3.1 Charakterisierung von kreuzvernetzten Elastomersubstraten 

Um Zellen einer Dehnung auszusetzen, wurden diese auf Elastomersubstrate ausgesät. Das Ziel 

war es, die elastischen Eigenschaften von Zellen zu analysieren. Hierbei war es unerlässlich, 

zunächst die elastischen Eigenschaften der verwendeten Elastomersubstrate zu bestimmen. Das 

Elastizitätsmodul und die Poissonzahl wurden im Volumen eines Zylinders an Luft bestimmt 

(Abschnitt 2.2.1). Nach einer Verformung wurde so lange gewartet, bis sich eine konstante 

Deformation eingestellt hatte. Die Zeit, die für das Erreichen des Ruhezustandes benötigt wurde, 

wurde nicht bestimmt. Anders als bei der Kalibrierung werden im Experiment nur 

Deformationen an der Oberfläche des Elastomersubstrates eingeleitet. Die Oberfläche des 

Elastomersubstrates ist dabei vollständig von Zellkulturmedium bei 37°C umgeben. Es sei 

erwähnt, dass die Kultivierung von Zellen auf den Elastomersubstraten bis zu fünf Tage erfolgte, 

was zu einer Änderung der mechanischen Eigenschaften führen könnte. 

Um zu überprüfen ob und mit welcher Dauer eine eingebrachte Deformation an der Oberfläche 

tatsächlich im Experiment vollständig verschwindet, wurden Kontrollexperimente durchgeführt.  

 

 

Abbildung 16. Mittlere Verschiebung im Elastomersubstrat nach der Einleitung eines Deformationsfelds. Der 
Zeitpunkt Null entspricht dem ersten Zeitpunkt nach der Dehnung durch die Kanüle. Alle Zeitpunkte davor 
entsprechen den Verschiebungen vor der Dehnung (zufällige Fluktuationen des Systems). Die Zeitspanne die 
für die Dehnung benötigt wird ist nicht gezeigt. Die Kanüle wurde entweder bei der maximalen Auslenkung 
(gestrichelt) oder erst nach Anfahren der ursprünglichen Position (durchgezogen) entfernt.   

 

Hierzu wurde in mikrostrukturierte Elastomersubstrate eine, für die Zellexperimente typische 

Deformation eingeleitet. Die Kanüle liegt dabei, wie im Experiment mit Zelle, am Rand des 

betrachteten Ausschnitts. Wie auch bei den Experimenten mit Zellen, wurde eine Dehnung in 

das Elastomersubstrat durch Einstechen und Verziehen eingeleitet.  
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Nach der Deformation wurde die Kanüle aus der Oberfläche herausgehoben und die 

Verschiebung der Mirkostruktur relativ zur Position vor der Berührung mit der Kanüle 

verglichen (Abbildung 16). 

Das Herausheben der Kanüle erfolgte von zwei unterschiedlichen Positionen aus. Zum einen 

wurde die Kanüle an der Position der maximalen Auslenkung heraus gehoben, zum anderen 

wurde sie nach der Verschiebung wieder zum Ausgangspunkt zurück gefahren, und erst dann 

heraus gehoben.  

Wurde die Kanüle bei der maximalen Auslenkung entfernt, konnte direkt nach dem Entfernen 

eine deutliche Verformung der Oberfläche beobachtet werden. Die mittlere Verschiebung nimmt 

daraufhin mit der Zeit ab, erreicht aber in dem betrachteten Zeitraum nicht das Niveau wie vor 

der Dehnung (Abbildung 16 gestrichelt).  

Wurde die Kanüle nach der Auslenkung, vor dem Entfernen auf die Position vor dem Einstechen 

zurückgefahren, war die mittlere Verschiebung im Substrat vor und nach der Dehnung identisch 

(Abbildung 16 durchgezogen). 

Zudem wurde untersucht, ob sich, durch eine mechanische Entfernung der Zelle, ein 

reproduzierbares Bild des Elastomersubstrates ohne den Einfluss der Zelle erzeugen lässt. 

Darüber Hinaus wurde der Einfluss der mechanischen Entfernung analysiert. Dazu wurden 

transfizierte Myofibroblasten auf mikrostrukturierten Elastomersubstraten ausgesät (Abbildung 

17 A). Die Zelle deformiert das Elastomersubstrat, so dass dieses zum Zeitpunkt der 

Beobachtung bereits durch die Zelle verformt wurde (Abbildung 17 B). Mit der Spitze einer 

Kanüle (Abbildung 17 C und D) wurde die Zelle von der Oberfläche entfernt, indem sie 

mechanisch weggewischt wurde. Um einen Zusammenhang mit der Endringtiefe der Kanüle 

auszuschließen, wurde mit unterschiedlichen Eindringtiefen der Kanüle gearbeitet. Hierzu 

wurde die Spitze zunächst nur leicht in das Substrat eingetaucht (Abbildung 17 E1). Nach dem 

Entfernen der Zelle wurde die Position der Mirkostruktur ermittelt und mit der Position vor der 

Entfernung verglichen (Abbildung 17 E2). Dieser Vorgang wurde mit unterschiedlichen 

Eindringtiefen der Kanüle wiederholt (Abbildung 17 F).  
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Abbildung 17. Entfernen der Zelle durch mechanisches Wegwischen vom Elastomersubstrat. (A-D) Myofibroblast auf 
Elastomersubstrat. (A) Transfiziert mit GFP-VASP auf (B) Mikrostruktur aus fluoreszierenden Kugeln. (C) Reflektion 
und (D) Durchlicht mit der Kanüle im Bild links. Die Zelle wurde mit der Kanüle entfernt, indem die Kanüle 1 µm tief 
eingestochen wurde (E1) und dann die Zelle abgenommen wurde. (E2) Das resultierende Deformationsfeld nach dem 
Entfernen der Zelle wurde gemessen. Mittlere Verschiebung 0,65 µm (F1) Wiederholung mit 5 µm tief eingestochener 
Kanüle und (F2) Deformationsfeld. Mittlere Verschiebung 0,63 µm, Maßbstab 20 µm, Verschiebung schwarzer Pfeil 2 
µm. 

 

3.2 Verbindung zwischen fokalen Adhäsionen und der EZM 

Zellen sind mit ihren fokalen Adhäsionen mit der EZM verbunden. In einem Experiment wurde 

untersucht, wie fest diese Verbindung ist. Um die fokalen Adhäsionen zu verfolgen, wurden 

Myofibroblasten mit GFP-Fusionsproteinen transfiziert. Um zudem die Deformation unterhalb 

der Zelle zu bestimmen, wurden Elastomersubstrate mit fluoreszierenden Kugeln verwendet 

(Abbildung 18 A).  

Für das Experiment wurden die Positionen einzelner fokaler Adhäsionen in der Peripherie der 

Zelle beobachtet. Gleichzeitig wurde die Positionen der Elastomersubstrate ermittelt, welche 

unterhalb der entsprechenden fokalen Adhäsionen lagen. Die Verschiebung der FA und der 

unterliegenden Substratbereiche wurden ohne eingeleitete Deformation bestimmt. Dabei 

auftretende Schwankungen wurden über einen Zeitraum aufgenommen, der auch für das 

Einbringen des Deformationsfeldes benötigt wird (ca. 2 min). Die FA und die entsprechenden 

Substratbereiche bewegen sich in diesem Zeitraum nur geringfügig. 

Eine Deformation wurde stufenweise mit einer Kanüle eingeleitet. Die eingebrachte 

Deformation fällt mit zunehmender Entfernung zur Kanüle schnell ab. Dieses führt zu einer 

Dehnung des Elastomers im Bereich des abfallenden Deformationsfeldes. 

Bei maximaler Dehnung wurden die Verschiebungen von FA und Substrat erneut bestimmt 

(Abbildung 18 C schwarze Kreuze). Die maximale Dehnung unterhalb der Zelle betrug 3-4%, in 
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Bezug zum Durchmesser der Zelle von ungefähr 100 µm. In der Nähe der Kanüle wurde eine 

Verschiebung im Substrat von bis zu 4 µm gemessen. Über das Bildfeld nimmt die Verschiebung 

auf unter 1 µm ab. Die Verschiebungen der fokalen Adhäsionen waren dabei immer vergleichbar 

mit den Verschiebungen des Untergrundes. Dabei wurden verschiedene fokale 

Adhäsionsmarker wie GFP-p130CAS (4 Zellen mit 33 FAen), GFP-Vinculin (7 Zellen mit 101 

FAen) und -Actinin (3 Zellen mit 2 FAen) getestet. Alle getesteten Proteine zeigten die gleichen 

Ergebnisse wie GFP-VASP (Abbildung 18). 

 

 

Abbildung 18. Verschiebung der fokalen Adhäsionen und der Substrate in Zellen. (A) Myofibroblast transfiziert mit 
GFP-VASP (grün) auf Elastomersubstrat mit fluoreszierenden Kugeln (rot). (B) Ein Deformationsfeld wurde an der 
linken Seite der Zelle mechanisch durch eine Kanüle (schematisch schwarzer Punkt) eingeleitet. Die 
Auslenkungsrichtung ist mit einem weißen Pfeil skizziert. Die Verschiebungen sind als Pfeile dargestellt. Maßstab 20 
µm; Verschiebung 2 µm. (C). Verschiebung der fokalen Adhäsionen und der Substrate. Verschiebung vor einer 
Dehnung (blaue Punkte) und bei maximaler Dehnung (schwarze Kreuze) (n=10 Zellen mit 122 fokalen Adhäsionen) 

 

3.3 Krafteinleitung von Zellen nach einer Dehnung 

Zellen verformen elastische Substrate, wenn sie auf diesen kultiviert werden. Hier wurde 

analysiert, welchen Einfluss eine Dehnung der Zelle auf die von der Zelle verursachte 

Deformation des Substrates hatte. Für diese Untersuchung wurde, wie in Abschnitt 2.10 

beschrieben, eine Referenz ohne Zelle erzeugt, indem diese mechanisch entfernt wurde. Wie 

auch in vorherigen Experimenten, wurden Zellen mechanisch durch eine Substratdeformation 

gedehnt und die durch die Zelle eingeleitete Verformung des Elastomersubstrates vor und nach 

der mechanischen Deformation gemessen. 

Hierzu wurde der Unterschied der Verschiebung der Mikrostruktur im Substrat, vor und nach 

einer mechanischen Dehnung, im Vergleich zu den Positionen ohne Zelle, ermittelt. Die 

Verschiebung, verursacht durch die Zelle, wird durch die Dehnung reduziert (Abbildung 19). Vor 

und nach einer Dehnung ist die jeweils eingeleitete mittlere Verschiebung konstant, das 

Elastomersubstrat also äquilibriert. 
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Um darüber hinaus einen Einfluss der Transfektion oder des Bleichvorgangs auf die mittlere 

Verschiebungen, der durch die Zelle eingeleitete Deformation, auszuschließen, wurden folgende 

Kontrollexperimente durchgeführt: 

Der Einfluss des Bleichens wurde analysiert, indem mit GFP-Aktin transfizierte Zellen mit und 

ohne Bleichstreifen gedehnt wurden. Auch ohne den Vorgang des Bleichens ist ein Abfall der 

mittleren Verschiebung nach der Dehnung festzustellen. Ebenso wurde dieser Abfall bei GFP-

VASP transfizierten Zellen und auch ohne Transfektion beobachtet. Alle Kontrollexperimente 

lieferten demnach übereinstimmende Ergebnisse. 

 

 

Abbildung 19. Verschiebung der Mikrostruktur, verursacht durch die Zelle vor 
und nach einer Dehnung. (A) Verschiebung des Substrates vor der Dehnung 
und (B) nach einer Dehnung. Maßstab 20 µm. Verschiebung 2 µm. (C) Position 
der Kanüle (schwarzer Kreis) mit der Verschiebungsrichtung (Pfeil). GFP-Aktin 
mit Bleichstreifen. (D) Mittlere Verschiebung am Beispiel von 5 Zellen vor und 
nach Dehnung. Insgesamt wurden 10 Zellen gemessen. Der Zeitpunkt null ist 
der Erste nach der Dehnung. Alle Zeitpunkte davor entsprechen den 
Verschiebungen vor der Dehnung. Die Zeit die für die Dehnung benötigt wurde, 
ist nicht gezeigt 
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3.4 Stressfaser 

3.4.1 Verhalten der Stressfasern während einer von außen eingeleiteten 

Dehnung 

Alle getesteten Proteine der fokalen Adhäsionen zeigten die gleiche Verschiebung wie das mit 

ihnen verbundene Substrat. Demnach erfuhr die Zelle exakt die gleiche Dehnung wie das 

Substrat. Bei der Dehnung behielten die FAen ihre Größe und ihre Form. Die in der Peripherie 

der Zellen befindlichen FAen waren mit Stressfasern verbunden. Es wurde untersucht, in wie 

weit sich die Dehnung der Zelle auf die Stressfasern überträgt. Dazu wurden Myofibroblasten 

auf mikrostrukturierten Elastomersubstraten untersucht. Um die Stressfasern zu analysieren, 

wurden die Zellen mit GFP-Aktin transfiziert. Es wurden nur Stressfasern analysiert, die an ihren 

Enden mit fokalen Adhäsionen verbunden waren.  

 

 

Die analysierten Stressfasern sollten eine möglichst große Unabhängigkeit von Vernetzungen 

mit dem Zytoskelett aufweisen. Deshalb wurden nur die deutlichen Stressfasern der 

Zellperipherie analysiert. Die Strecke zwischen den beiden Enden einer Stressfaser erfuhr eine 

Dehnung durch die eingebrachte Deformation im Substrat. Um die Verschiebung im Filament zu 

beobachten, wurden kleine Bereiche in der Stressfaser ausgebleicht. Möglichst kleine Flächen 

wurden mit gerade ausreichender Intensität gebleicht, um Schaden durch Phototoxizität zu 

vermeiden. Bei jeder Stressfaser wurde die Verschiebung des Substrates von Endpunkt zu 

Endpunkt betrachtet. Die Verschiebung der Stressfasern wurde anhand der Position von 

ausgebleichten Kanten bestimmt (Abbildung 20). Leider war es nicht möglich, die Verschiebung 

der auslaufenden Enden einer Stressfaser zu bestimmen. Dort wurde das Signal zu Rausch –

Verhältnis so schlecht, dass keine Positionsbestimmung möglich war. Es wurde gezeigt, dass die 

 

Abbildung 20. Mechanisch gedehnte Stressfasern. 
(A) Myofibroblasten wurden mit GFP-Aktin (grün) 
transfiziert und auf mikrostrukturierte 
Elastomersubstrate (rot) ausgesät. Ein 
Deformationsfeld wurde an der linken Seite der 
Zelle mechanisch durch eine Kanüle (schematisch 
schwarzer Punkt) eingeleitet. Die 
Auslenkungsrichtung ist mit einem weißen Pfeil 
skizziert. (B und C) Die Verschiebung entlang einer 
Stressfaser wurde vor dem Einbringen einer 
Dehnung (B) und unter maximaler Dehnung (C) 
ermittelt. Die Verschiebung durch die Deformation 
ist als Pfeil dargestellt. In den Stressfasern wurden 
die Verschiebungen der Bleichstreifen und im 
Substrat zusätzlich die Verschiebung der 
Endpunkte ermittelt. Maßstab 20 µm, 
Verschiebung 2 µm. 
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Verschiebung im Substrat deutlich, über die Länge der Stressfaser abnimmt. Die Verschiebung 

des inneren Teils der Stressfaser zeigt deutliche Unterschiede zu der Verschiebung im Substrat. 

Im inneren Teil der Stressfaser ist die Verschiebung fast gleich bzw. zeigt zum Teil einen leichten 

Abfall (Abbildung 21). 

 

 

Abbildung 21. Der innere Teil von Stressfasern dehnt sich wenig bei 
einer mechanischen Dehnung des Elastomersubstrates (A-D) Einzelne 
kortikale Stressfasern wurden wie in Abbildung 20 mit gebleichten 
Streifen markiert. Die Verschiebung entlang der Stressfaser (grün) und 
des Substrat (rot) wurde vorher (Kreuz und offener Kreis) und bei 
maximaler Deformation (Stern und geschlossener Kreis) gemessen.  

 

Wenn sich die Stressfaser zwischen den Endpunkten wie eine elastische Feder verhalten würde, 

wäre der Abfall in der Verschiebung linear (Abbildung 22 grün gepunktet). Die Endpunkte wären 

mit einer Graden verbunden. Die gesamte Dehnung zwischen den Endpunkten würde sich in der 

Stressfaser verteilen. Dieses Verhalten wurde auf 100% gesetzt. Bei einer völlig steifen 

Stressfaser wäre die Verschiebung überall gleich. Im Filament selbst würde keine Dehnung 

stattfinden, dieser Fall wurde auf 0% gesetzt (Abbildung 22 blau gestrichelt). Die Dehnung 

geschieht im Falle einer völlig steifen Stressfaser nur an den Enden. Im Fall, dass die Dehnung an 

den beiden Enden gleich ist, ist die Verschiebung der Stressfaser genau halb so groß wie die 

mittlere Verschiebung der Endpunkte. Auf der der Kanüle zugewandten Seite bewegt sich die 

Stressfaser weniger als das Substrat (grau hinterlegt) und auf der Kanüle abgewandten Seite 

mehr als das Substrat.  
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Abbildung 22. Verschiebung von Substrat und Stressfaser bei einer Dehnung. Die 

Stressfaser ist an ihren beiden Endpunkten mit dem Substrat verbunden. Wenn die 

Stressfaser eine elastische Feder wäre, würden wir eine Linie von End- zu Endpunkt 

erwarten (grün gepunktet; 0% Dehnung). Wäre die Stressfaser vollkommen steif, 

würde sie nicht gedehnt und man würden überall die gleiche Verschiebung messen 

(blau gestrichelte Linie; 100% Dehnung). Die abfallende Deformation im Substrat, 

über die Länge eines Filaments, entspricht ungefähr einem exponentiellen Abfall (rot). 

Die genaue Form des Abfalls hängt stark von der räumlichen Lage des Filaments im 

eingeleiteten Deformationsfeld ab. 

 

Stressfaser 1 2 3 4 5 6 7 8 9 

Dehnung in der 

Stressfaser 
48% 30% 24% 22% 21% 12% -13% -18 -22% 

Tabelle 2 Gezeigt ist, wie viel Prozent der Dehnung innerhalb einer Stressfaser stattfindet. Es wurden neun 
Stressfasern von unterschiedlichen Zellen untersucht. Der Mittelwert der Dehnung, die innerhalb einer Stressfaser 
stattfand, entsprach 12%. 

 

In neun verschiedenen Zellen wurde eine große Variation von Dehnungen in den Filamenten 

ermittelt. Es wurde aber immer beobachtet, dass der größte Teil der Dehnung in der Verbindung 

zu den fokalen Adhäsionen stattfindet. Bei einer Dehnung werden die Stressfasern im Mittel um 

nur 12% gedehnt. 

3.4.2 Die Stressfaserenden 

Die Zelle ist bei einer Dehnung fest über die fokalen Adhäsionen mit dem Untergrund 

verbunden. Eine Dehnung überträgt sich aber nur zum Teil auf den inneren Teil einer 

Stressfaser. Der größte Teil der Dehnung findet in der Verbindung der Enden mit den FAen statt. 

Die Verschiebung der Stressfaser bei einer Dehnung ist im überwiegenden mittleren Teil der 

Stressfaser deutlich größer als die des Substrates. Im Bereich der Stressfaser, welcher der 

Kanüle zugewandt ist, müssen die Verschiebungen geringer sein, als die der Endpunkte 

(Abbildung 22 grau hinterlegt).  

Um dieses zu analysieren, wurden Myofibroblasten mit einem roten fokalen Adhäsionsmarker 

und GFP-Aktin transfiziert. Es wurden unmarkierte Elastomersubstrate ohne fluoreszierende 
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Oberflächenmarkierung verwendet. Bei einer Dehnung der Zelle sollten sich die beiden Enden 

einer Stressfaser ungefähr gleich stark dehnen. Für dieses Experiment wurden nur die Enden 

von Stressfasern und ihre Kopplung mit den FAen betrachtet.  

Für die Positionsbestimmungen in den Stressfasern wurden wieder kleine Bereiche 

ausgebleicht. Dieses erfolgte jetzt in der Nähe der fokalen Adhäsion (Abbildung 23 A). 

Bleichstreifen wurden zur Verschiebungsanalyse, senkrecht zu den Stressfaser und der Richtung 

der eingeleiteten Deformation, erzeugt.  

Für die Analyse wurden ein 10 Bildpunkte breiter Ausschnitt, längs zu den Bleichstreifen, für 

den jeweiligen Kanal (grün und rot) gemittelt. Diese gemittelten Streifen wurde über die Zeit 

betrachtet (Abbildung 23 unten). Nach einer Wartezeit (ca. 2 min) wurde von Bild zu Bild eine 

immer größerwerdende Deformation eingeleitet. (Abbildung 23 C). 

Es ist zu erkennen, dass der Abstand, bei maximaler Dehnung der Zelle, zwischen den ersten 

Bleichstreifen der Stressfaser und der fokalen Adhäsion zunimmt. (Abbildung 23 B). Die 

Verschiebungen der fokalen Adhäsion nahmen viel schneller zu, als die der verfolgten 

Bleichstreifen innerhalb der Stressfaser. Unterschiedliche Bleichstreifen in einer Stressfaser 

bewegen sich gleich weit, obwohl sie 5 µm oder 25 µm von der FA entfernt waren. Nur das Ende 

der Stressfaser, welches mit der fokalen Adhäsion verbunden war, erfuhr eine Dehnung. Das 

gegenteilige Verhalten konnte für den, der Kanüle abgewandten Bereich gezeigt werden. Dort 

bewegten sich die Stressfaser deutlich mehr, als die fokalen Adhäsionen am Ende. Dieses wurde 

in 10 unabhängigen Zellen gezeigt. 
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Abbildung 23. Der Abstand zwischen fokalen 
Adhäsionen und den Enden der Stressfaser bei einer 
Dehnung der Zelle. (A) Myofibroblasten wurden 
gleichzeitig mit GFP-Aktin (grün) und DsRed-Vinculin 
transfiziert (rot). Das Elastomersubstrat wurde durch 
eine Kanüle (schwarzer Punkt) in Pfeilrichtung 
deformiert. Maßstab 10 µm. Senkrecht zu den 
Bleichstreifen wurde ein Profil erstellt (A unten): 
Profil von GFP-Aktin und DsRED-Vinculin aus der 
weißen Umrandung von A (oben), über die Zeit. Vor 
der Deformation (gepunktet) und bei der in Stufen 
eingeleiteten Deformation (durchgezogen). (B) 
Intensität der Profile über die Länge. Zu den 
Zeitpunkten vor der Deformation (gepunktet) und bei 
maximaler  Deformation (durchgezogen). (C) 
Bestimmung der Verschiebung der FAen (rot, 
Sternchen in A) und der Bleichstreifen (grün und 
blau, Sternchen in A). Der angegebene Fehler ist die 
Standardabweichung der Verschiebung ohne 
Dehnung der Zelle. Sie beinhaltet die normale 
Bewegung der Zelle und die Ungenauigkeit der 
Verschiebungsanalyse.  

 

  

3.4.3 Verlängerung der Enden der Stressfaser 

Bei der Dehnung einer Zelle befindet sich der größte Anteil der Deformation in der Verbindung 

zwischen FAen und den Enden der Stressfasern. Dieser Verlängerung können verschiedene 

Mechanismen zugrunde liegen.  

Eine Vermutung, die es zu klären galt, war, ob sich die Enden durch Polymerisation verlängern. 

Um dies genauer zu analysieren, wurden Myofibroblasten mit GFP-Aktin transfiziert. Die Zellen 

wurden wieder durch eine mechanische Deformation des Substrates gedehnt. Die Enden von 

gedehnten Stressfasern wurden vor und unter Dehnung, beobachtet. Dabei wurde ein Teil der 

Enden komplett ausgebleicht. Ein Ausbleichen der Enden vor der Dehnung führt zu einem 

Verlust des Signals während der Dehnung. Nicht gebleichte Enden zeigen dabei ein Signal und 

verlängern sich wie vorher beschrieben.  
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Abbildung 24. Verhalten von Aktin an den 
Stressfasernenden bei einer Dehnung. (A) 
Myofibroblasten wurden mit GFP-Aktin transfiziert 
und auf Elastomersubstrat kultiviert. Der Kreis 
markiert die Position der Einleitung der Deformation 
und der Pfeil die Richtung. Maßstab 20 µm. (B vor 
dem Bleichen) Ausschnitt von A mit den Enden von 
zwei Stressfasern. Maßstab 2 µm. (B nach dem 
Bleichen und vor der Dehnung) Nach dem 
Ausbleichen der in B oben markierten rechteckigen 
Bleichfelder. (B Dehnung) Während der Dehnung der 
Stressfasern. (Pfeil oben) Die obere Stressfaser wird 
verlängert. (Pfeil unten) Die untere Stressfaser wurde 
auch verlängert, zeigte aber kein Signal in der 
Verlängerung.  

 

 

  

3.4.4 Verformung der Stressfaserenden nach einer Dehnung 

Wenn eine Zelle gedehnt wurde, reagierte sie zum Teil plastisch. Sie verloren also ein wenig 

ihrer Möglichkeit, das unterliegende Substrat zu deformieren. Vor der Dehnung zogen sie das 

Substrat etwas mehr zusammen, als nach einer Dehnung. Die Dehnung an den Stressfaserenden 

war somit nicht vollständig elastisch. Es blieb eine plastische Verlängerung in der Zelle nach 

einer Dehnung zurück.  

Es wurde das Verhalten der Stressfaser bei der Reduktion der Zellkraft analysiert, indem die 

Verschiebung innerhalb, vor und nach einer Dehnung beobachtet wurde (Abbildung 25 A und 

B). Die Enden der Stressfasern wurden vor und nach einer Dehnung verglichen (Abbildung 25 C 

und D). Das Signal der Stressfasern zum Ende verändert sich kaum. Die Positionen der 

auslaufenden Enden sind vor und nach der Dehnung nahezu identisch. Durch die Dehnung der 

Zelle entfernen sich die Bleichstreifen jeweils vom Ende. Zum Teil hat dieses zur Folge, dass die 

Stressfaserenden zur Mitte hin kontrahieren. 
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Abbildung 25. Der innere Teil einer Stressfaser 
kontrahiert nach einer Dehnung. Myofiboblasten 
wurden mit GFP-Aktin transfizierte und auf 
mikrostrukturieten Elastomersubstraten ausgesät. 
(A) Gezeigt ist nur das GFP-Signal. Im inneren Teil 
einer Stressfaser wurden Streifen ausgebleicht und 
die Position bestimmt. Verschiebung des inneren Teils 
einer Stressfaser, nach einer Dehnung der Zelle, 
ermittelt. Es wurde die Verschiebung zeigt immer von 
den Enden der Stressfasern zur Mitte (grüne Pfeile). 
Die Verschiebung im Elastomersubstrat nach einer 
Dehnung (rote Pfeile). Maßstab 20 µm. Verschiebung 
2 µm. (C und D) Profil aus den weißen Rechtecken aus 
Abbildung A und B. Profil vor einer Dehnung (grau) 
und nach einer Dehnung (schwarz). N=8 

 

  

3.5 Die Prozesse an den Stressfaserenden können nicht aufgelöst 

werden 

Die mechanischen und molekularen Grundlagen der Dehnung der Stressfaserenden wurden 

genauer alanysiert. Myofibroblasten wurden wie in Abschnitt 3.4 behandelt. Die Verlängerung 

am Ende der Stressfasern könnte durch eine Verformung im Aktin-Netzwerk hervorgerufen 

werden. Dieses würde eine Bewegung von Aktin innerhalb der Stressfaser zur Folge haben. Nur 

sehr kleine Ausschnitte am Ende der Stressfasern wurden betrachtet. Sehr kleine Bleichstreifen 

wurden verwendet, deren Breite unterhalb der erwarteten Dehnung der Zelle gewählt wurde. 

Wenn die Verlängerung durch eine Verschiebung der Aktinfilamente innerhalb der Stressfaser 

hervorgerufen würde, müssten die Bleichstreifen am Ende einer Stressfaser, durch das 

aneinander vorbeigleiten einzelner Aktinfilamenten, verwischen. Bleichstreifen in Bereichen 

ohne Dehnung wären davon unbeeinflusst. Profile entlang einer Stressfaser wurden vor und 

während einer Dehnung aufgenommen (Abbildung 26). Während einer Dehnung bewegt sich die 

FA deutlich (vergleiche A2 B2 rot). Selbst ein Bleichstreifen innerhalb einer fokalen Adhäsion 

zeigt während einer Dehnung kein deutlich erhöhtes Signal, im Vergleich zu den weiter 

innenliegenden Bleichsteifen (B2 grün). Das Signal wurde zum Ende hin ein wenig schwächer.  
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Abbildung 26. Verhalten von Bleichstreifen während einer Dehnung. (A1) Myofibroblasten wurden mit GFP-Aktin 

(grün) und DsRed-Vinculin (rot) transfiziert und ein Profil (A2) aus der Markierung erzeugt. Maßstab = 20 µm. 

(B1) Bei einer Dehnung in Pfeilrichtung durch eine Kanüle (Kreis). Im Profil bewegt sich die FA in Richtung der 

Kanüle. Die Bleichstreifen zeigen eine deutlich geringere Verschiebung. Das Verhältnis der Signale von gebleichten 

zu ungebleichten Stellen im Aktin bleibt überall gleich. 

 

Die genaue molekulare Verbindung von Stressfasern mit den fokalen Adhäsionen ist nicht 

geklärt. Auch ist wenig über die Art und Unterschiede der Kreuzvernetzung und Verankerung 

einer Stressfaser bekannt. Die optische Auflösung des LSM zeigt keine klaren Strukturen im 

Bereich der Enden der Stressfasern. Um in zukünftigen Experimenten dieser Fragestellung mit 

Hilfe von hochauflösender Mikroskopietechnik nachgehen zu können, wurde damit begonnen 

eine hochmoderne Mikroskopietechnik, dSTORM, zu etablieren. Um im weiteren die Genauigkeit 

der Positionsbestimmung analysieren zu können, wurden die nötigen Kalibrierungsmessungen 

durchgeführt und Softwareprogrammierungen abgeschlossen.  

Es wurde eine neuartige Technik etabliert um die Auflösung in der Lichtmikroskopie zu 

verbessern. 
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Abbildung 27. Schematisches Verhalten von Zellen vor einer Dehnung (A) und 
nach einer Dehnung (B). Die Umrandung der Zelle (gepunktet) mit  fokalen 
Adhäsionen (gelb) und gebundenen Stressfasern (grün) in der Peripherie der 
Zelle. Zwischen A und B fand eine Dehnung mit einer  Kanüle (schwarz) statt. Nur 
gedehnt Stressfasern wurden in den Enden verlängert (rot).  

 

 

Die verbesserte Auflösung von dSTORM beruht auf der Bestimmung der Position des 

Mittelpunktes einzelner beugungsbegrenzter Punkte. Die Genauigkeit hängt somit nicht nur von 

den Bildinformationen ab, sondern auch von der Güte der Positionsbestimmung. Die Analyse der 

Genauigkeit der verwendeten Methode wurde im Weiteren analysiert.  

3.6 Simulation der Positionsbestimmung unter optimalen 

Bedingungen in der dSTORM 

Die Bestimmung der Position von beugungsbegrenzten Punkten wird, unter anderem, durch das 

Signal zu Rausch-Verhältnis des Systems limitiert. Um diese Limitierung des Messsystems zu 

bestimmen, musste zunächst das Rauschen des Systems gemessen werden um im Weiteren die 

Genauigkeit der Positionsbestimmung analysieren zu könne. Das Hintergrundsignal der Kamera 

betrug im Mittel 280 Grauwerte bei maximalen Grauwerten von 16-Bit.  

Durch das Messen eines konstanten Fluoreszenzsignals konnte das Dunkel- ,Photonen- und 

Kamerarauschen bestimmt werden. Obwohl das Photonenrauschen eigentlich mit der Zunahme 

des Signals sinken müsste, überwiegt hier anscheinend das Rauschen, welches über das 

Auslesen der Kamera entsteht.  
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Aufnahmezeit mittleres 
Signal 

10 ms 241 

50 ms 257 

100 ms 277 

200 ms 308 

300 ms 316 
Tabelle 3. Dunkelsignal der Kamera  

 

Aufnahmezeit mittleres 
Signal 

Standartabweichung 
des Signals 

10 ms 0,96*103
 100 

20 ms 2,95*103 372 

40 ms 5,49*103 710 

45 ms 6,03*103 783 

50 ms 6,56*103 839 

55 ms 7,05*103 865 
Tabelle 4. Photonen- ,Dunkel- und Kamerarauschen 

 

Das Signal-zu-Rausch-Verhältnis bestimmt die statistische Abweichung der gemessenen 

Positionen der synthetisch erzeugten Abbildungen, von der vorgegebenen Position. Wie man am 

Ergebnis der Simulation erkennen kann (Abbildung 28). In Ergebnis zeigten alle Positionen eine 

maximale Abweichung von ± 3 nm auf. 

 

 

Abbildung 28. Abweichung der Positionsbestimmung. (A) Schwarzes Kreuz ist die festgelegte Position. Blauer Stern 
ist die Position des Scheitelpunktes aus der angelegten Gaußkurve. Maßstab 1 µm. (X und Y) Histogramm der 
Abweichung  in x- und y-Richtung der festgelegten Position zur gemessen Position des Scheitelpunktes. N = 1000 

 

3.7 dSTORM Kontrollmessungen 

Es wurde getestet, ob die Positionen sehr naheliegender Antikörper mittels dSTORM getrennt 

voneinander aufgelöst werden können werden können. Hierzu wurden Antikörper mit 
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fluoreszierenden Farbstoffen auf Glasbodenschalen aufgebracht und 5 min mit 100% 

Laserleistung ausgebleicht (Abbildung 29 C). 

Da sich die Probe innerhalb der Aufnahmezeit bewegt, wurde zusätzlich zu 

Antikörperbeschichtung, um diese Bewegung zu ermitteln und zu korregieren, fluoreszierende 

Kugeln aufgebracht (Abbildung 29 B). Mit Hilfe einer synthetischen Abbildung einer 

zweidimensionalen PSF (Abbildung 29 A) wurden die tatsächlichen Abbildungen einer 

zweidimensionalen PSF, für jede Farbe (Abbildung 29 D und E), bestimmt. 

 

 

Abbildung 29. Aufnahme von physisorbierten fluoreszierenden Kugeln (B) und 
Antikörper mit Atto 550 nm Farbstoff bei einer Verdünnung von 10-5 (C). Das Bild 
wurde mit einer synthetischen PSF (A) kreuzkorreliert. Dadurch konnte aus dem Bild 
die enthaltene PSF (D von B und E von C) extrahiert werden. Maßstab 1 µm. 

 

Mit Hilfe der tatsächlichen zweidimensionalen PSF wurden die groben Positionen der Kugeln 

und des Antikörpers bestimmt. Mit Anlegen einer Gaußkurve wurden hier die exakten 

Positionen bestimmt.  

Über die Bewegung aller Kugeln während der Aufnahmedauer wurde die Bewegung der Probe 

ermittelt. Zur Kontrolle wurde die Bewegung pro Zeitschritt von der tatsächlichen Position jeder 

Kugel abgezogen  (Abbildung 30 rot). Im Idealfall sollte die Position der Kugeln, nach der 

Korrektur, in einem Punkt liegen, dessen Breite nur durch das Rauschen des Systems beeinflusst 

wird (Abschnitt 1.4.4). Es wurden nur Aufnahmen analysiert, bei denen die Korrektur der 

Kugeln eine ähnliche Größenordnung, wie in Abbildung 30 in rot gezeigt, aufwiesen und bei 

denen alle Positionen in x- und y-Richtung eine maximale Streuung von +- 15 nm zeigten. 
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Abbildung 30. Positionsbestimmung der Kugel aus Abbildung 29 über die Zeit. 
Position der fluoreszierenden Kugeln (blauer Stern) über die Aufnahmezeit (5 min). 
Alle Positionen mit der Korrektur der mittleren Bewegung aller verfolgten Kugeln 
(rote Kreuze). 

Um zu testen, auf welche Distanz sich die Positionen einzelner Antikörper noch getrennt von 

einander bestimmen lassen, wurden Oberflächen unterschiedlich dicht mit fluoreszierenden 

Antikörpern beschichtet. Sehr dicht  markierte Oberflächen sollten ein gleichmäßiges Bild 

ergeben. Es wurden Antikörper mit dem Farbstoff Atto 550 in verschiedenen Verdünnungen auf 

Glasbodenschalen aufgebracht (Abbildung 31). Nur Bereiche ohne Kugeln wurden betrachtet 

(z.B. Abbildung 29 C weiße Umrandung). Obwohl sich die Verdünnung über drei 

Größenordnungen bewegten, wurde bei den ersten drei Verdünnungen fast die gleiche Anzahl 

an Punkten gemessen. Darüber hinaus waren  diese auch nicht gleichmäßig im Bild verteilt. Erst 

eine sehr hohe Verdünnung von 10-7  führte zu einer Reduktion der Anzahl der gefundenen 

Punkte. 

 

 

Abbildung 31. Positionsbestimmung von Antikörpern mit Atto 550 Farbstoff in 500 Aufnahmen. Verschiedene 
Konzentrationen wurden physisorbiert (A 1:10-2, B 1:10-3, C 1:10-5, D 1:10-7)  

 A B C D 

Verdünnung von Antikörper Atto 550 1:10-2 1:10-3 1:10-5 1:10-7 

Anzahl der Punkte in 100 Aufnahmen 6707 5542 5072 69 

Tabelle 5. Anzahl der ermittelt Position in Abhängigkeit der Farbstoffkonzentration aus Abbildung 31.



4 Diskussion 

In dieser Arbeit wurde ein System entwickelt, um Zellen in einem Deformationsfeld zu dehnen. 

Eine Zelle ist dabei fest über ihre FAen mit der EZM verbunden. Die Stressfaserenden wurden als 

Bereiche identifiziert, die sich dabei plastisch verformen. Die Kraft der Zelle wird durch diese 

plastische Verformung reduziert. Es konnte geklärt werden, dass die auftretende Dehnung der 

Enden nicht durch Polymerisation von Aktin hervorgerufen wird. Darüber hinaus konnte 

festgestellt werden, dass die Ursache der plastischen Verformung unterhalb der Auflösung von 

klassischen Lichtmikroskopen zu suchen ist. In diesem Zusammenhang wurde damit begonnen 

eine hochauflösende lichtmikroskopische Technik, die dSTORM, zu etablieren. In den folgenden 

Kapiteln erfahren die Ergebnisse eine umfangreiche Interpretation und Betrachtung im 

aktuellen Kontext der Wissenschaft. 

4.1 Die FA sind fest mit der EZM verbunden 

In dieser Arbeit wurde die Kopplung der FA zur EZM bei einer aktiven Dehnung analysiert. Als 

EZM dienten hier Elastomersubstrate. Die Zellen wurden innerhalb von ca. 2 min um bis zu 4% 

gedehnt. Um das viskose Verhalten möglichst gering zu halten, wurde das Substrat schrittweise 

verformt, so konnte gewährleistet werden, dass sich das Elastomersubstrat während der 

Aufnahme nahezu im Gleichgewichtszustand befindet. Die gemessene Verschiebung im Substrat, 

ohne einen mechanischen Einfluss, spiegelt die Auflösungsgenauigkeit des Messsystems wieder.  

Die Bewegung von fokalen Adhäsionen ist in Bezug zu der Bewegung der darunterliegenden 

EZM, während der Dehnung der Zelle, im Bereich des Auflösungsvermögens des Messsystems, 

gleich.  

So konnte gezeigt werden, dass die Verbindung der FA zur EZM steif ist, sowohl vor als auch 

während einer Dehnung des Substrates. 

Alle getesteten Proteine zeigten dieses Verhalten. Somit kann davon ausgegangen werden, dass 

auch die Kopplungen innerhalb von fokalen Adhäsionen steif sind. Die Zelle erfährt demnach 

exakt die gleiche Dehnung, welche in das Elastomersubstrat von außen mechanisch eingeleitet 

wird. 

Eine gelöste Kopplung von Komponenten wurde, ohne eine mechanische Beeinflussung von 

außen, von den FA zur EZM (Smilenov et al. 1999) oder innerhalb einer FA (Hu et al. 2007) 

nachgewiesen und in einem Zeitraum über 15 min beobachtet. Eine Erhöhung der Spannung, die 

auf eine FA wirkt, stabilisiert die Kopplung und eine feste Verbindung innerhalb der FA wird 

erzeugt (Aratyn-Schaus et al. 2010).  

Die im Experiment untersuchten FA übertragen große Kräfte in die EZM. Dieses führt 

anscheinend zu einer steifen Verbindung der FA zur EZM und innerhalb der FA. 
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4.2 Die Kraft der Zelle nach einer Dehnung 

Im Experiment wird über die Verschiebungen des Elastomers eine Kraft auf Zellen und ihre 

fokalen Adhäsionen ausgeübt. Durch aktive Reduktion der Deformation ist der viskose Anteil 

des Elastomers, bei einer Aufnahmefrequenz von ca. 10 sec, nicht messbar. Das Elastomer wies 

demnach keine messbare Plastizität auf. Somit wurde sichergestellt, dass durch das Erreichen 

eines Ruhezustandes, Rückschlüsse auf vorherige Kräfte, welche den Elastomer verformt haben, 

bestimmt werden können. Dadurch kann die Kraft, die auf die Zelle wirkte, abgeschätzt werden.  

Durch die Verschiebung der Kanüle wurde eine Kraft in die Oberfläche eingeleitet und dadurch 

Bereiche lateral verschoben.  

Wird eine Fläche von 10 µm2 in der Oberfläche eines Elastomers, mit dem gemessenen E von 

14 kPa und v = 0,5, um 1 µm verschoben, wird davon ausgegangen, dass hierfür eine Kraft von 

ungefähr 35 nN benötigt wird (Merkel et al. 2007).  

Die Zellen können einen Elastomer auch selber verformen. Über die Kräfte, die dabei auftreten, 

kann abgeschätzt werden ob, bei den in dieser Arbeit durchgeführten Experimenten, naturnahe 

Kräfte auf die Zellen ausgeübt wurden, ohne die Zellen dabei zu schädigen. Experimente, wie z.B. 

die Verschiebung mikrostrukturierter Elastomere (N Q Balaban et al. 2001) oder das Biegen von, 

aus Elastomer bestehenden Mikronadeln (Tan et al. 2003), wurde ein linearer Zusammenhang 

von 2,0–5,5 nN*µm-2 zwischen Kraft und Fläche einer FA gemessen.  

Vergleicht man die Ergebnisse, erkennt man, dass die, im Experiment, auf die Zellen ausgeübten 

Kräfte in der gleichen Größenordnung liegen, wie die Kräfte, die von den Zellen selbst ausübt 

werden, wodurch eine Schädigung der Zellen, während des Experiments eher unwahrscheinlich 

erscheint. 

Vor einer Dehnung der Zellen, zeigt jede Zelle eine konstante Kraft, die zu einer konstanten 

Verformung des Elastomersubstrates führt. Nach einer Dehnung der Zelle, ist die Kraft der 

Zellen leicht reduziert. Sie verformen aber immer noch deutlich den Elastomer. Innerhalb eines 

Zeitraumes von 3 min, in der die Zellen nach der Dehnung beobachtet wurden, ist keine 

messbare Erholung der, durch die Zelle erzeugten, Kraft zu erkennen. 

In der Literatur ist beschrieben, dass die Spannung, die von Zellen aufgebaut wird, aktiv in 

einem konstanten Gleichgewicht gehalten wird (Mizutani et al. 2004). Durch eine von außen 

eingeleitete mechanische Dehnung wird diese Homöostase gestört. Nach einer Dehnung ist die 

Kopplung zwischen der Krafterzeugung durch Myosin innerhalb der Stressfasern und der EZM 

aber immer noch gegeben. Bei einer Zerstörung von Kopplungen hätte die Zelle nicht mehr die 

Möglichkeit einer Krafteinleitung in die EZM (Kumar et al. 2006). 

Die Reduktion der Kraft in der Zelle wird als ein rein passiver Vorgang innerhalb der Zellen 

angenommen, denn die schnelle Reduktion der Kraft macht eine aktive Reaktion der Zelle 

unwahrscheinlich. Die Reduktion geschieht noch bevor die Zelle selber, mit einem sichtbaren 
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Phänotyp, wie z.B. dem Ausrichten des Zytoskeletts, auf eine einwirkende Kraft reagieren kann. 

Es wird vermutet, dass über längere Zeiträume die Kraft der Zellen wieder zunimmt, um die 

Homöostase wieder herzustellen (Mizutani et al. 2004). Die Zellen werden zusätzlich auf den 

mechanischen Reiz z.B. mit einem Ausrichten der Stressfasern reagieren (Kaunas et al. 2006).  

Erfährt eine Zelle eine leichte Erhöhung der Spannung durch eine Dehnung, führt dies zu einer 

plastischen Deformation der Zelle. Die hier beobachteten, mechanisch aktiven Zellen, können 

einer Erhöhung der Spannung nichts entgegensetzen.  

4.3 Die Verlängerung der Stressfaser  

Um die Kopplung von FA mit den Stressfasern zu analysieren, wurde das GFP-Aktin-Signal 

während einer Dehnung beobachtet. Es wurden nur die deutlichen Stressfasern, welche die 

Umrisse einer Zelle markieren, betrachtet, weil hier die größte Unabhängigkeit von anderen 

Teilen von Mikrofilamenten vermutet wird. Zudem ist beschrieben, dass diese Stressfasern nur 

jeweils am Ende mit FAen verbunden sind und eine große Spannung erzeugen (Zand et al. 

1989).  

In dieser Arbeit konnte ein Bereich größerer Dehnung, an den Enden von Stressfasern 

identifizieren werden. Der mittlere Teil einer Stressfaser wird dabei kaum gedehnt. Es wird 

vermutet, dass unterschiedliche Zusammensetzungen der Kreuzvernetzung innerhalb einer 

Stressfaser dafür verantwortlich sind. Wenn eine Stressfaser gedehnt wurde, zeigten die beiden 

Enden eine ungefähr gleiche Dehnung auf. Die Zusammensetzung der Enden wird deshalb als 

sehr ähnlich angenommen. 

In der Literatur wird beschrieben, dass die mechanischen Eigenschaften von Stressfasern mit 

der unterschiedlichen Zusammensetzung innerhalb dieser korrelieren (Colombelli et al. 2009). 

Die Kreuzvernetzung innerhalb von Stressfasern kann sehr unterschiedlich sein. Der genaue 

Aufbau kann sich z.B. zwischen adhärenten Zellen unterscheiden (J. W. Sanger et al. 1983). Wenn 

das ganze Aktin-Zytoskelett einer Zelle gedehnt wird, werden Proteine, wie p130Cas, an dieses 

gebunden. Eine kraftabhängige Konformationsänderung innerhalb des Aktin-Zytoskeletts führt 

hier zu einer Freilegung von Bindungsstellen (Sawada et al. 2002). Die gedehnten Enden von 

Stressfasern könnten so unterschiedliche Proteine, die unter anderem in der Signaltransduktion 

beteiligt sind, binden.  

4.4 Die Grundlagen der Verlängerung der Stressfaserenden 

Ein Teil der Stressfasern von Zellen wird durch Polymerisation von Aktin an der FA gebildet (N. 

Endlich et al. 2007). Dieses könnte auch bei der Verlängerung der Stressfaserenden durch 

Dehnung stattfinden. 

Wenn Polymerisation für die Verlängerung von Aktin verantwortlich wäre, würden die Enden 

aus nichtgebleichtem Aktin der Umgebung gebildet. Das Signal der Verlängerung (Abbildung 24 
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B; Dehnung; Pfeil oben) käme dann von neupolymerisiertem Aktin. Vorher ausgebleichtes Aktin 

in den Enden (Abbildung 24 B; nach dem Bleichen und vor der Dehnung; Pfeil unten) würde 

keinen Einfluss auf das Signal der Verlängerung haben. In den ausgebleichten Enden wird jedoch 

kein Signal gemessen. Somit kann Polymerisation als Ursache für die Verlängerung 

ausgeschlossen werden. Nur schon vorher eingebautes Aktin wird in den Enden verlängert. Eine 

Verlängerung der Enden muss somit über die bereits eingebauten Aktinfilamenten und die 

bereits vorhandenen Kreuzvernetzer, an dieser Stelle, zustande kommen.  

4.5 Die plastische Verformung der Stressfaserenden 

Die Stressfasern kontrahieren in der Mitte, obwohl sich die Eckpunkte der Zelle nach außen 

bewegen. Die Dehnung der Stressfaserenden bleibt als plastische Verlängerung in den 

Stressfasern erhalten.  

In anderen Versuchen konnte gezeigt werden, dass eine Erhöhung der Spannung von Zellen, 

durch eine Aktivierung von Myosin II, zu unterschiedlichem Verhalten innerhalb einer 

Stressfaser führt. Die Bereiche der Enden werden dabei verkürzt, die Bereiche in der Mitte 

werden gedehnt (Peterson et al. 2004). Im hier beschriebenen Experiment, wurde die Spannung 

von Zellen nach einer Dehnung reduziert. Es wird vermutet, dass die Reduktion während einer 

Dehnung auftritt. Leider kann dieses während der Dehnung nicht direkt bestimmt werden, da 

sich hier die Deformationen im Substrat, verursacht durch die Zelle oder die Kanüle, überlagern. 

Bei einer Reduktion der Spannung von Zellen, werden die Enden von Stressfasern gedehnt und 

die Bereiche in der Mitte dabei verkürzt. 

Die Reduktion der Spannung in Zellen kann weitreichende Folgen für die Zusammensetzung von 

FA haben. In der Literatur ist beschrieben, dass eine Reduktion der Spannung, die Dichte in FA 

erniedrigt (C Ballestrem et al. 2001). Die Austauschkinetiken und die Phosphorylierungen von 

Proteinen innerhalb der FA wird unter anderem durch die Kraft beeinflusst (Möhl et al. 2009).  

Wie in der Literatur beschrieben, führt eine Erhöhung der Spannung in Zellen zu einer 

unterschiedlichen Steifigkeit der Enden, im Vergleich zum mittleren Bereich von Stressfasern 

(Lu et al. 2008). 

Die Verlängerung der Enden von Stressfasern ist sowohl von der Richtung, als auch von der 

Größe der Dehnung abhängig. Zellen sind in der Lage, auf unterschiedliche Signale, die aufgrund 

einer Dehnung auf die Zellen einwirken, zu reagieren. Dabei werden in der Literatur zwei 

unterschiedliche Extreme beschrieben: In einem Fall versucht die Zelle ihre Kraft konstant zu 

halten (Freyman et al. 2002), in einem anderen versucht die Zelle die Dehnung konstant zu 

halten (Saez et al. 2005). Innerhalb der Verlängerung der Enden der Stressfasern sind beide 

Signale gespeichert.  
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4.6 Der molekulare Aufbau der Stressfaserenden 

Der genaue Aufbau der molekularen Kopplung von Stressfasern zu den FAen wird aktuell 

intensiv erforscht. Bei sehr kleinen Bleichstreifen konnte nicht gezeigt werden, dass sich die 

Aktinfilamente in den Stressfaserenden aneinander vorbei bewegen. Es könnte sein, dass zur 

Kopplung nur wenige Aktinfilamente benötigt werden. Der Anteil der Aktinfilamente, welcher 

ausschließlich zur Kopplung der Stressfasern zu den FA benötigt wird, ist im Vergleich zu dem 

Anteil der Aktinfilamente, welche bei der Krafterzeugung beteiligt sind, sehr gering (Patla et al. 

2010). Die Verlängerung wäre dann ein Herausziehen der für die Kopplung verantwortlichen 

Aktinfilamente, aus dem Aktinbündel, welches bei der Krafterzeugung eine Rolle spielt.  

Es sollte analysiert werden wie genau die Kopplung an die fokalen Adhäsionen aufgebaut ist, 

und welche Veränderung diese während einer Dehnung erfährt. Diese Strukturen konnten 

jedoch nicht mit dem LSM aufgelöst werden.  

Um einen tieferen Einblick in diese Anbindung unter naturnahen Bedingungen zu gewinnen, 

wurde daher damit begonnen eine hochauflösende lichtmikroskopische Technik zu etablieren. 

Fokale Adhäsionen und ihre Anbindung an Stressfasern werden im Lichtmikroskop als Flächen 

abgebildet. Mit unterschiedlichen Techniken wurden hier bereits Strukturen unterhalb von 

100 nm nachgewiesen. Es konnte zudem eindeutig gezeigt werden, dass diese Strukturen 

bestimmte Funktionen entscheidend beeinflussen (Selhuber-Unkel et al. 2010). 

Mit hochauflösender Lichtmikroskopie wurde bereits ein geschichteter Aufbau nachgewiesen 

(Kanchanawong et al. 2010). Die Reihenfolge der beteiligten Proteine, von Intergin zu den 

Stressfasern, ähnelt der schon beschriebenen Reihenfolge der unterschiedlichen Kopplungen 

von Intergin zu den Stressfasern (Hu et al. 2007). Mit Hilfe eines Rasterkraftmikroskops3 konnte 

die Topographie einer fokalen Adhäsion und ihre Verknüpfungen aufgelöst werden (Franz et al. 

2005). Hier zeigen sich fingerförmige Strukturen innerhalb der Aktinfilamente, die mit den 

Proteinen in der FA eine Verbindungen eingehen. Diese Strukturen sind im Mittel 127 ± 50 nm 

voneinander entfernt. 

In der Theorie liegt die Auflösungsgenauigkeit der dSTORM im niedrigen Nanometerbereich. 

Basierend auf den in dieser Arbeit durchgeführten Kalibrierungsmessungen, liegt die 

Auflösungsgenauigkeit, unter realen Aufnahmebedingungen, im niedrigen zweistelligen Bereich. 

Dieser Unterschied wird vor allem durch erhöhtes Hintergrundsignal hervorgerufen, welches 

z.B. von unspezifischen Färbungen hervorgerufen wird. Die Genauigkeit der 

Positionsbestimmung hängt zusätzlich von der Aufnahmedauer und den An-Zeiten der 

fluoreszierenden Farbstoffe ab.  

                                                             
3 Ein Rasterkraftmikroskop kann durch eine mechanische Abtastung von Oberflächen unter anderem die 
Topographie mit einer Auflösung von ca. 1 nm bestimmen.  
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Es wurde als Erstes untersucht, in wie weit mit fluoreszierenden Antikörper markierte Flächen 

abgebildet werden können. Antikörper, gekoppelt mit fluoreszierenden Farbstoffen, wie sie auch 

für die Immunfluoreszenz verwendet werden, wurden dazu auf Deckgläser aufgebracht. Die 

Dicke der Schicht liegt bei einem konfokalen LSM unterhalb der Auflösungsgrenze. 

Die Variation der Positionen einzelner fluoreszierender Kugeln ist nach der 

Bewegungskorrektur auf einen kleinen Bereich beschränkt. Diese Variation spiegelt die 

Auflösungsgrenze dieser Mikroskopietechnik wieder. Da die Auflösung vor allem durch das 

Signal zu Rauschverhältnis bestimmt wird und dieses bei dem verwendeten Antikörper 

ungefähr genauso gut ist, wie bei den fluoreszierenden Kugeln, wird vermutet, dass sich die 

Ungenauigkeit bei der Positionsbestimmungen im selben Bereich, wie die Positionsbestimmung 

der Kugeln, befindet. Daher wird unter optimalen Messbedingungen eine Genauigkeit in der 

Positionsbestimmung von +- 15 nm erwartet. 

Ob eine Struktur mit der dSTORM aufgelöst werden kann hängt darüber hinaus jedoch nicht nur 

mit der Genauigkeit der Positionsbestimmung zusammen. Entscheidend für die Auflösung von 

Strukturen ist ebenso die Dichte der Fluoreszenzmarker, mit der die Strukturen gefärbt werden. 

Eine unzureichende Färbungsdichte führt dazu, dass vorhandene Strukturen nicht mehr 

aufgelöst werden können. 

 

Abbildung 32. Simulation der Auflösung von Strukturen in 
Abhängigkeit von der Färbungsdichte. Bei niedrigen Färbungsdichten 
sind die Strukturen nicht mehr zu erkennen. Abbildung verändert nach 
(Shroff et al. 2008) 

Bei der Inkubation von Glasoberflächen mit unterschiedlichen Konzentrationen von Antikörpern 

wird ein fast linearer Zusammenhang der Dichte der Antikörper auf der Glasoberfläche mit der 

Konzentration erwartet (Horbett et al. 1987). Zum jetzigen Zeitpunkt konnte nicht geklärt 

werden, welche Beschichtungsdichten erreicht werden. Das fluoreszierende Signal 

unterscheidet sich aber vor dem ausbleichen der Probe um Größenordnungen. Vor dem 

Ausbleichen ist das Signal über die Fläche sehr homogen. Wobei diese Messung bei sehr hoher 

Laserleistung und damit nur bei sehr niedriger Verstärkung gemacht wurde.  
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Nach dem Ausbleichen zeigte sich das erwartete, reversible An- und Ausschalten der 

fluoreszierenden Farbstoffe. Aber es scheint so, dass hierbei nur ein kleiner Teil der gebundenen 

Farbstoffe beteiligt ist. Der größte Teil der Farbstoffe ist ausgebleicht oder aber die Verweilzeit, 

im Aus-Zustand, ist hier viel länger. Der Anteil derjenigen Farbstoffe, die in der Lage sind den 

Zustand zu wechseln, scheint jedoch unabhängig von der Farbstoffdichte zu sein.  

Unterschiedliche An- und Auszeiten haben Einfluss darauf, welche Farbstoffdichten innerhalb 

einer Aufnahmezeit überhaupt detektiert werden können. 

Der Zugang der einzelnen Farbstoffe zu physikalischen oder chemischen Faktoren, welche die 

An- und Auszeiten beeinflussen, hat auch Einfluss auf die gemessene Punktdichte in der 

dSTORM. Es kann z.B. durch Verspannungen im Strahlteiler zu leicht unterschiedlichen 

Bestrahlungsstärken innerhalb eines Bildes kommen. Diese leichten Unterschiede können schon 

zu erheblichen Unterschieden in den gemessenen Punktdichten im Bild führen. Leichte  

Unterschiede in der Bestrahlung führen schon zu sehr unterschiedlichen An- und Auszeiten.  

4.7 Ausblick 

Aus den Aufnahmen kann die Dauer ermittelt werden, die ein fluoreszierender Farbstoff in den 

An- oder Aus-Zuständen verbringt. Die Parameter, die im Experiment darauf Einfluss nehmen, 

können so ermittelt werden. Mit Änderungen der Parameter kann damit die Dauer so verändert, 

dass während der Aufnahme mehr unterschiedliche Farbstoffe in den An-Zustand übergehen.  

Um Strukturen im Nanometerbereich aufzulösen, wird normalerweise die 

Elektronenmikroskopie zur Hilfe genommen (Koster et al. 2003). Mit neuartigen Antikörpern, 

die einen fluoreszierenden Farbstoff und zusätzlich einen Goldpartikel tragen, kann versucht 

werden, Abbildungen mit beiden Techniken nacheinander abzubilden. Mit hochauflösender 

Lichtmikroskopie bietet sich jetzt die Möglichkeit, die Position von einzelnen Antikörpern mit 

beiden Techniken zu bestimmen und zu vergleichen. Die naturnahen Bedingungen bei der 

Lichtmikroskopie lassen sich so direkt mit der Hochauflösung eines Elektronenmikroskops 

verbinden. 

Die dSTORM besitzt auch Nachteile, welche in Zukunft teilweise durch eine Verbesserung der 

Technik wieder kompensiert werden können. Um ein hochaufgelöstes Bild mit der dSTORM zu 

erhalten, müssen viele Bilder von einer Struktur gemacht werden. Dieses führt zu einer langen 

Aufnahmezeit, die zwar durch bessere Optik, Kamera usw. beschleunigt werden könnte, aber 

immer ein Bestandteil dieser Art der Mikroskopie sein wird.  

Die Auflösung der dSTORM ist in lateraler Richtung deutlich besser als in axialer Richtung. Die 

axiale Auflösung einer PSF ist durch ihre große Ausdehnung und ihre Symmetrie sehr schlecht. 

Durch Einbringen von „Fehlern“ in der Abbildung einer PSF wird versucht, die Genauigkeit der 

Positionsbestimmungen in der dritten Dimension zu verbessern (Lew et al. 2010).  
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Um eine genaue Position von fluoreszierenden Farbstoffen zu bestimmen, müssen diese eine 

sehr gute Quanteneffizienz und ein stabiles Verhalten, z.B. gegen Ausbleichen, zeigen. 

Organische, fluoreszierende Farbstoffe haben diese Eigenschaften. Das Einbringen von diesen 

Farbstoffen in Zellen und ihre spezifische Bindung an Strukturen ist einer der limitierenden 

Faktoren der dSTORM. Verschiedene Möglichkeiten werden zur Zeit erforscht, um hier eine 

möglichst effiziente und spezifische Kopplung in Zellen zu erreichen (Lin et al. 2008). 
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