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Zusammenfassung 

Jede Krankheit kann man vermutlich auf eine genetische Störung zurückführen.[1] Die 

Methoden u. a. zur Detektion von Chromosomenaberrationen sind daher von großer 

Bedeutung für Diagnostik und Therapiezwecke.[2-5] 

Heutzutage beruht die Diagnostik von genetischen Krankheiten auf der Detektion des 

entsprechenden defekten Gens [5] oder auf der Messung entweder des jeweiligen 

Transkripts durch die quantitative „real-time-Polymerase Chain Reaction“ (RT-

qPCR)[6, 7] oder des jeweiligen Proteins via z.B. Massenspektrometrie[8, 9]. Auch die 

Durchflusszytometrie wird als Standardmethode verwendet, um für Krebszellen 

spezifische Oberflächenproteine zu detektieren und zu quantifizieren. Vor allem wird 

sie für die Analyse des Zellzyklus bei der Diagnose benutzt. Ein Vorteil der Methode 

ist die gleichzeitige Analyse einer großen Anzahl von Zellen (z.B. Blutzellen). Eine 

Abweichung in der Zellproliferationsrate oder eine Anomalität in der Zellvermehrung 

deuten auf eine genetische Mutation hin.[10] 

Obwohl diese Methoden gut etabliert sind und in fast jedem Diagnostiklabor verwendet 

werden, bleiben sie indirekte Nachweismethoden. Direkte Informationen bekommt 

man mit der Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung FISH, die es ermöglicht, die 

betreffenden Gene in situ sichtbar zu machen.[11] Hiermit wird ein Ziel-Gen mit einer 

fluoreszierenden Sonde markiert und in seinem ursprünglichen Platz in der Zelle mit 

Hilfe der Fluoreszenzmikroskopie detektiert.[12] Wichtige Informationen, die durch das 

Aufschließen der Zellen und das Isolieren der DNA oder RNA verloren gehen können, 

bleiben mit der FISH erhalten. Sie ermöglicht es, Informationen auf der Ebene 

einzelner Zellen zu gewinnen.[13] Außerdem kann die Expressionsaktivität von einer 

Zelle zur andern unterschieden werden. Expressionsaktive Zellen werden von den 

expressionsstillen differenziert. [14, 15] 

Die Detektionsgrenze erkrankter Zellen ist ein ernstes Problem, denn Krebspatienten 

müssen trotz erster Erfolgszeichen nach der Therapie wiederholt und regelmäßig 

medizinisch kontrolliert werden.[16] Erst nach fünf Jahren ohne Rückfall der Krankheit  

(Remission) können die behandelnden Ärzte und die betroffenen Patienten von 

Therapieerfolg sprechen. Trotz der Entwicklung sowohl neuer Farbstoffe als auch 

unzähliger neuer Methoden für die Fluoreszenzmikroskopie, die ein verbessertes 

Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis anbieten, ist die Detektionsgrenze weiterhin der 
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limitierende Faktor. Diese Methoden beruhen auf der Herstellung von Sonden, die 

willkürlich mit Farbstoffen versehen werden. Die ungenaue limitierte Markierung in 

einer uneinheitlichen Sondenherstellung führt zu unterschiedlichen Ergebnissen.  

In dieser Arbeit wurde die in der Gruppe von Thomas Carell für Nukleinsäuren 

entwickelte Cu(I)-katalysierte Alkin-Azid-Cykloaddition (CuAAC) benutzt, um neue mit 

fluoreszenten Farbstoffen markierten Sonden zu entwickeln, die eine bessere 

Sensitivität und ein niedrigeres Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis bieten.[17-20] 

Im ersten Teil dieser Arbeit wurde ein „Proof of concept“ für die CuAAC-basierte 

„messenger“ Ribonukleinsäure-FISH-Methode (mRNA-FISH) entwickelt. Diese 

Methode wurde mit dem Ziel entwickelt, sich auf die Detektion der Transkripte zu 

konzentrieren, da ihre Anzahl in der Zelle stets höher als die Anzahl der 

entsprechenden Gene ist. Wenn Desoxynukleinsäure (DNA)-Abschnitte kranker 

Zellen detektiert werden und die Anzahl dieser Zellen z.B. im Blut sehr gering ist, dann 

entgehen sie oft der Detektion. Beim Umstieg auf die mRNA-Ebene könnte dieses 

Problem gelöst werden, da mehr mRNA-Moleküle in der Zelle vorhanden sind. Für die 

Entwicklung der neuen Methode wurde die 720-mer lange mRNA vom „Enhanced 

Green Fluorescent Protein“ eGFP als Target festgelegt und 10 Anti-sense-

Oligonukleotide entworfen, die komplementär dazu sind (ein sogenanntes Sondenset). 

Jedes Oligonukleotid besitzt 22 Nukleotide und drei Alkingruppen, die durch eine 

CuAAC-Reaktion mit jeweils einem Farbstoffazid gekoppelt wurden (Abbildung I). 

Das Gelingen der Click-Reaktion wurde mittels HPLC und MALDI-TOF bestätigt. Für 

die Experimente wurden sowohl eGFP-stabile als auch mit einem eGFP-Vektor 

transfizierte humane Zellen verwendet. 
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Abbildung I: Das Protokoll für mRNA-FISH mit CuAAC-markierten Sonden. 10 Oligonukleotide mit je 

drei Alkinmodifikationen wurden einzeln mit einem fluoreszenten Farbstoffazid via Click-Chemie 

konjugiert. Nach der CuAAC-Reaktion wurden die Oligonukleotide durch Ethanol-Fällung aufgereinigt 

und zu einem Sondenset zusammengemischt. Nach dem Fixieren und permeabilisieren der Zellen, 

wurden die mRNA-Moleküle denaturiert. Das Sondenset wurde im Hybridisierungspuffer zu den Zellen 

gegeben. Die in-situ-Hybridisierung dauert von vier bis zu mehreren Stunden. Nachdem der Überfluss 

an Sonden gewaschen ist, können die mRNA-Moleküle mittels Durchflusszytometrie und/oder 

Mikroskopie detektiert werden. 

In einem ersten Ansatz wurden die bereits mit Farbstoffaziden versehenen Sonden in 

die fixierten und permeabilisierten Zellen eingeschleust und mit den Target mRNA-

Molekülen in situ hybridisiert (Click-prä-Hybridisierung). In einem zweiten Ansatz 

wurde das Sondenset mit freien Alkinen erst in die Zellen eingeschleust und mit der 

mRNA hybridisiert. Anschließend erfolgte eine in-situ-CuAAC-Reaktion, um die freien 

Alkine mit jeweils einem Farbstoffazid zu versehen (Click-post-Hybridisierung). Als 

Positiv-Kontrolle wurde das kommerziell-erhältliche mRNA-FISH-Sondenset des 

Markführers Stellaris® verwendet, das auf einer Arbeit von Raj et al. basiert.[21] Alle 

Schritte im mRNA-FISH-Protokoll wurden für die durch CuAAC-Reaktion generierten 
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Sonden getestet und optimiert. Eine Reihe von Screeningstests wurde durchgeführt: 

um die optimale Konzentration des Sondensets zu ermitteln, die optimale Dauer und 

Temperatur der Hybridisierung zu finden, die Anzahl der verwendeten Oligonukleotide 

festzulegen, darüberhinaus wurden Waschschritte und –lösungen nach der 

Hybridisierung bzw. nach der CuAAC in situ optimiert. Abbildung II zeigt das Ergebnis 

der beiden auf CuAAC-basierten mRNA-FISH-Konzepte anhand der eGFP-mRNA als 

Target. In Abbildung II-A sind die Ergebnisse der Click-prä-Hybridisierung dargestellt. 

Der direkte Vergleich zwischen den CuAAC- mit den kommerziell-erhältlichen Sonden 

zeigt, dass mit den neuen Sonden eine Erhöhung der Signalintensität erreicht wurde. 

Das Signal der CuAAC-Sonden ist fast drei Mal höher als das der kommerziellen. Der 

Hintergrund, der von den unspezifischen Bindungen der CuAAC-Sonden verursacht 

ist, ist zwar gesteigert als die Kontrolle, das allgemeine Signal-zu-Hintergrund-

Verhältnis ist aber höher und die Detektion der einzelnen Moleküle und ihrer 

Quantifizierung ist ohne komplizierte Dekonvolutionssoftware möglich. 

In den Mikroskopiebilder sind die einzelnen eGFP-mRNA-Moleküle erkennbar. Die 

Zellen, die kein eGFP exprimieren (kein grünes Signal), zeigten ebenso kein rotes 

Signal und somit keine mRNA-Moleküle.  

In Abbildug II-B ist das Ergebnis der Click-post-Hybridisierung zu sehen. Die beste 

Äquivalentenzahl des Farbstoffes für die Click-Reaktion wurde ermittelt. Auch mit 

dieser Methode ist es uns gelungen, eine gute Signalintensität zu bekommen, die es 

uns ermöglicht die mRNA-Moleküle in situ zu detektieren. 
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Abbildung II: Vergleich der CuAAC- mit den kommerziellen Sonden für mRNA-FISH. A: HEK-293T-

Zellen wurden mit einem eGFP-exprimierenden Plasmid transfiziert. Zellen ohne eGFP wurden als 

Kontrolle benutzt. Nach dem Fixieren und permeabilisieren, erfolgte die Hybridisierung entweder mit rot-

markierten CuAAC- oder kommerziellen Sonden gegen eGFP-mRNA. Auch Zellen ohne eGFP wurden 

mit den Sonden behandelt, um deren Hintergrund (unspezifische Bindungen) zu ermitteln. Die 

Signalintensität beider Sondensets wurden gemessen. Die Mikroskopiebilder sind eine Projektion von 

10 z-Stacks von den Zellen. Die CuAAC-Sonden sind als kleine rote Spots zu sehen, nachdem der 

Hintergrund substrahiert wurde. Die negativ-Kontrolle zeigt kein signifikantes spezifisches Signal. B: 

HEK-293T-Zellen wurden mit den Sonden gegen eGFP-mRNA hybridisiert. Danach erfolgte eine 

CuAAC-Reaktion in situ. Anhand der Anzahl der Frabstoffäquivalente war es möglich, auch mit dieser 

Methode ein gutes Signal-zu-Hintergund-Verhältnis zu erzielen. 

Neben den Analysen mittels Fluoreszenzmikroskopie wurde die Kompatibilität des 

neuentwickelten Protokolls mit der Durchflusszytometrie getestet. Dabei wurde gezeigt, 

dass die CuAAC-basierten Sonden für die Durchflusszytometrie geeignet sind und 

ebenfalls ein gutes Signal liefern. Dieses Signal konnte sogar mit 75% weniger 

Sondenmenge als beim Standardprotokoll erreicht werden (Abbildung III). 
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Abbildung III: Flow-FISH Analysen. (a): 5% HEK293T-eGFP und 95% HEK293T wurden in einer 

Suspension gemischt, in der eine Hybridisierung mit den kommerziellen und CuAAC-markierten Proben 

gegen eGFP-mRNA durchgeführt wurde. Die durchflusszytometrische Analyse zeigte, dass die CuAAC-

markierten Proben eine bemerkenswerte Verschiebung des Signals ergeben. (b) Bei Verwendung der 

kommerziellen Sonden ist diese Verschiebung nur möglich, wenn die vierfache Menge der Sonden 

verwendet wird. (c) Flow-FISH wurde auch zum Nachweis eines endogenen ABL-Transkripts verwendet. 

In den Negativkontrollen wurden die Zellen nur mit Hybridisierungspuffer behandelt, um die 

Autofluoreszenz der Zellen zu bestimmen. 

Die nächste Frage war, ob das neue Sondendesign die Detektion von anspruchsvollen 

RNA-Targets ermöglicht, die mit herkömmlichen FISH-Sondendesigns nicht einfach 

abgebildet werden können, z.B. hochstrukturierte RNA, die nur begrenzt strangförmige 

Regionen zur Sondenbindung trägt. Mit einem herkömmlichen FISH-Sondendesign 

können solche RNAs nicht nachgewiesen werden. 

Wir untersuchten diese Frage, indem wir auf ein ~1 kb RNA-Virus-Transkript abzielten, 

das aus dem Rotavirus A (RVA)-Gensegment 7 hergestellt wurde. Wir planten, dieses 

Transkript kurz nach der Virusinfektion nachzuweisen, wenn die Konzentration des 

Transkripts voraussichtlich sehr niedrig ist. Dieses spezifische Target hat zusätzlich 
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eine ausgedehnte Sekundärstruktur, die nur wenige Sondenstrangbindungsstellen 

bietet. Für das Experiment fixierten wir Rotavirus-infizierte Zellen 4 Stunden nach der 

Infektion und inkubierten sie mit dem CuAAC-Sondenset. Um den Nachweis 

virusinfizierter Zellen zu erleichtern, nutzten wir eine stabile Zelllinie, die das an eGFP 

fusionierte Rotavirus-Nichtstrukturprotein (NSP5) exprimiert, und eine mock-infizierte 

MA104-Zelllinie. Wir waren in der Lage, die RVA-Transkripte 4 Stunden nach der 

Infektion nachzuweisen (Abbildung IV). Die Negativkontrolle zeigte kein 

entsprechendes Signal. 

Abbildung IV: Rotavirus-Gen-Segment-7-RNA-Transkripte, die mit CuAAC-Sonden aufgenommen 

wurden. Oben: RNA-Transkripte (rot) in virusinfizierten Zellen, die das Rotavirus-Nichtstrukturprotein 

NSP5, das an eGFP (grün) fusioniert ist, stabil exprimieren, nachgewiesen 4 Stunden nach der Infektion. 

Unten: Mock-infizierte MA104-Zellen, die NSP5-eGFP stabil exprimieren. Skalenbalken: 20 µm. 

Im zweiten Teil dieser Arbeit war es Ziel, die Intensität des Fluoreszenzsignals im 

Ethinyldesoxyuridin (EdU)-Assay[22] (Abbildung V) so zu verbessern, dass mehr 

proliferierende Zellen detektiert werden können. Zellen, die nach einer bestimmten 

Kulturzeit in Anwesenheit von EdU, fixiert werden, aber gerade in die S-Phase 

eingetreten sind, haben noch keine ausreichende Menge an EdU in der neu-

synthetisierten DNA eingebaut, und dadurch ist die Anzahl der Farbstoffazide, die 

daran nach einer CuAAC-Reaktion gebunden werden können, sehr begrenzt. Diese 

fluoreszenten Farbstoffe bzw. die Zellen, die sich am Anfang der S-Phase befinden, 

können unter dem Mikroskop nicht detektiert werden. In einer Anti-Krebs-Behandlung 

können diese Zellen ein entsprechendes Medikament überleben, aber dennoch der 

Detektion entgehen, was zu fatalen falschen negativen Ergebnissen führt.  
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Abbildung V: Der konventionelle Proliferationsassay basiert auf 5-Ethinyl-2´-desoxyuridin (EdU). EdU 

ist ein Thymidin-Derivat, das eine endständige Alkin-Gruppe trägt. Das Kulturmedium der Zellen kann 

mit EdU ergänzt werden, das von den Zellen aufgenommen und während der S-Phase in die DNA 

eingebaut werden kann. Nach dem Fixieren und Permeabilisieren der Zellen können die Alkin-Gruppen 

über eine CuAAC-Reaktion mit einem Azid reagieren.[22]  

Durch die Erhöhung der Signalintensität bzw. Minderung des Signal-zu-Hintergrund-

Verhältnisses können im Prinzip sehr wichtige Informationen über das 

Proliferationsverhalten der Zellen unter geschilderten negativen Bedingungen erhalten 

werden.  Eine höhere Empfindlichkeit kann durch eine Erhöhung der Alkindichte 

erreicht werden. 

Mittels einer Reihe von Click-Reaktionen konnten in Dendrimeren enthaltene Alkin- 

oder Azidgruppen an die DNA stufenweise angebracht werden. Diese Dendrimere 

wurden nachfolgend mit fluoreszenten Farbstoffaziden bzw. -alkinen via CuAAC 

markiert. Damit wirken sie somit als Verstärker. Nach zwei Stunden Inkubation mit EdU 

wurden die Zellen mit Paraformaldehyd fixiert und mit einem Detergens 

permeabilisiert. In einem ersten Ansatz wurden Dendrimere mit vier Azidgruppen 

(Tetraazid-Dendrimer) an die DNA via CuAAC angebracht. Nach der Click-Reaktion 

sollten drei freie Azidgruppen vorhanden sein. Diese sollten in der folgenden CuAAC 

mit einem fluoreszenten Farbstoff markiert wurden. Durch diesen Ansatz (Doppel-

Click) konnten je Alkin drei Farbstoffe binden (Abbildung VI). 
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Abbildung VI: A: Darstellung des Zellproliferations-Assays mittels der „Doppel-Click“-Reaktion. Die 

Zellen wurden in Gegenwart von EdU gezüchtet. Nach dem Fixieren und permeabilisieren der Zellen, 

reagierten die vorhandenen Alkine mit einem Tetraazid-Dendrimer in Gegenwart von Cu(I) (Doppel-

Click). Die freien Azidgruppen wurden dann in situ via CuAAC-Reaktion mit einem Alkin-modifizierten 

Farbstoff konjugiert. B: Der Kontrollversuch wurde mit dem dendrimerfreien Standard-

Proliferationsassay durchgeführt. Das „Doppel-Click“ zeigt eine mehr als vierfache Verstärkung der 

Signalintensität. C: Fluoreszenz-mikroskopische Aufnahmen von Zellen, die mit dem Standard-Assay 

als Kontrolle (oben) und nach der Dendrimer-Amplifikation (unten) nachgewiesen wurden. Maßstäbe: 

20 µm. 

Im zweiten Ansatz wurden die Tetraazide an die vorhandenen Alkine gebunden, 

gefolgt von einer zweiten Click-Reaktion, bei der jede der drei freien Azidgruppen mit 
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je einem zweiten Dendrimer markiert wurde (Dreifach-Click). Das zweite Dendrimer 

besaß vier Alkingruppen (Tetraalkin). Diese Reaktion ist gefolgt von einer dritten 

Reaktion, bei der die drei freien Alkingruppen eines Dendrimers mit je einem 

Farbstoffazid via CuAAC reagieren. Dadurch kann jedes Alkin mit neun 

Farbstoffaziden derivatisiert werden (Abbildung VII). 

Abbildung VII: A: Darstellung des Zellproliferations-Assays mittels der „Dreifach-Click“-Reaktion. Die 

Zellen wurden in Gegenwart von EdU gezüchtet. Nach der Fixierung und Permeabilisierung wurden die 

vorhandenen Alkine zunächst mit dem Tetraazid-Dendrimer in Gegenwart von Cu(I) konjugiert. Die 
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restlichen freien Azidgruppen haben danach mit einem Tetraalkin reagiert. Die doppelt modifizierte DNA 

(Dreifach-Click) reagierte schließlich mit einem azidmodifizierten Farbstoff unter erneuter Verwendung 

der CuAAC. B: Der Kontrollversuch wurde mit dem Dendrimer-freien Standard-Proliferationsassay 

durchgeführt. Der Dreifach-Click zeigte eine Verdoppelung der Signalverstärkung. C: Fluoreszenz-

mikroskopische Aufnahmen von Zellen, die mit dem Standard-EdU-Assay als Kontrolle (oben) und nach 

Doppel-Dendrimer-Amplifikation mit Dreifach-Click-Reaktion (unten) nachgewiesen wurden. Maßstäbe: 

20 µm. 

Die erste Verstärkungsmethode mit Hilfe von Tetraazid und dem Farbstoffalkin lieferte 

eine Steigerung der Signalintensität im Vergleich zum Kontrollexperiment, bei dem nur 

einfache Farbstoffazide an die eingebauten Alkine gebunden waren. Die 

Signalintensität war fast sechsmal höher als die der Kontrolle. Die zweite 

Verstärkungsmethode, die Dreifach-Click-Reaktion, lieferte ebenfalls eine hohe 

Signalsteigerung im Vergleich zum Kontrollexperiment. Allerdings war bei der 

Dreifach-Click-Methode die Intensität geringer als bei der Doppel-Click-Methode. Ein 

Grund dafür könnte sein, dass die hohe Anzahl fluoreszenter Farbstoffe in einer 

dichten Umgebung zu einem Ausblenden/Auslöschen des Farbstoffs führt. Je nach 

gewünschter Vorgehensweise können aber beide Dendrimer-basierten Methoden 

angewendet werden. Somit wurde das Ziel des zweiten Teils dieser Arbeit ebenfalls 

erreicht und der erste Dendrimer-basierte EdU-Zellproliferationassay entwickelt 

(Abbildung VIII). 

 

 

 

 

 

 

Abbildung VIII: Zusammenfassung des zweiten Teils dieser Arbeit: Die ersten EdU-

Proliferationsassays, die auf Dendrimeren basiert sind, wurden entwickelt. Eine zwei- oder dreifache 

CuAAC-Reaktion kann durchgeführt werden, woraus eine höhere Signalverstärkung resultiert. 
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Summary 

Any disease can be traced back to a genetic disorder.[1] The methods for the detection 

of chromosome aberrations are therefore of great importance for diagnostics and 

therapy purposes.[2-5] Nowadays, the diagnosis of genetic diseases is based on the 

detection of the corresponding defective gene or on the measurement of either the 

corresponding transcript by quantitative real-time PCR (RT-qPCR)[6, 7] or the 

corresponding protein via mass spectrometry[8, 9]. Flow cytometry is also used as 

standard method to detect, measure and quantify surface proteins specific for cancer 

cells. Flow cytometry is mainly used in diagnosis for analysis of the cell cycle. One 

advantage of this is the simultaneous analysis of a large number of cells (e.g. blood 

cells). A deviation in the cell proliferation rate or an anomaly in cell proliferation 

indicates a genetic disorder of the cells.[10] Although these methods are well 

established and used in almost every diagnostic laboratory, they remain indirect gene 

detection methods. Direct information is obtained using fluorescence in situ 

hybridisation (FISH), which makes it possible to visualise the relevant genes in situ.[11] 

Thus, a target gene (sample) is marked with a fluorescent probe and detected in its 

original position whithin the cell.[12] Important information that can be lost by breaking 

down the cells and isolating the DNA or RNA is retained with FISH. It makes it possible 

to obtain information at the level of individual cells.[13] In addition, expression activity 

can be differentiated from one cell to another.  Expression pattern of active cells are 

differentiated from those that are silent. Fluorescence microscopy is used to visualize 

these probes.[14, 15] This detection limit of mutated cells is a serious problem, because 

cancer patients must be medically checked regularly despite the first signs of success 

after therapy. Only after five years without relapse of the disease (remission) can the 

physicians and the concerned patients speak about therapeutic success.[16] Despite 

the development of new dyes and numerous methods for fluorimetric microscopy, 

which offer an improved signal-to-background ratio, detection is still limited. These 

methods are based on the production of samples, which are randomly and 

unquantitatively labelled. The inaccurate limited labelling gives inconsistent probe 

preparations which provides differences in results. Another problem is the cell itself, 

which could contain a genetic mutation but do not express it.  

In this work the Cu(I)-catalysed alkyne-azide cycloaddition (CuAAC) on nucleic acids 

and on DNA, which was developed in the group of Thomas Carell, was used to develop 
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new fluorescence labelled probes, that offer better sensitivity and a lower signal-to-

background ratio.[17-20] In the first part of this thesis, a proof of concept for the CuAAC 

based RNA-FISH method was developed. The aim of developing this method was to 

focus at the transcripts, since their number in the cell is always higher than the number 

of the corresponding genes. If DNA segments of mutated cells are to be detected, the 

number of these cells in the blood, for example, is very low, and then they escape the 

detection. When switching on the mRNA level, this problem could be solved because 

there are more mRNA molecules present. For the development of the new method, the 

720-mer long mRNA of the enhanced green fluorescent protein (eGFP) was defined 

as a target and 10 anti-sense oligonucleotides (complementary to the target) were 

designed (a probe set). Each oligonucleotide had 22 nucleotides and three alkyne 

groups, each coupled to a dye-azide by a CuAAC-reaction. The success of the click 

reaction was determined using HPLC and MALDI-TOF. Both eGFP-stable and human 

cells transfected with an eGFP-vector were used for the experiments (Figure I).  

In a first approach, the prepared probes containing dye-azides were transfected into 

fixed and permeabilized cells were hybridised in situ with the target mRNA molecules 

(click pre-hybridisation). In a second approach, the set of free alkynes was first 

introduced into the cells and then hybridized with the mRNA. Subsequently, an in situ 
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CuAAC reaction was followed to provide each of the free alkynes with a dye azide 

(click post-hybridisation). 

Figure I: The protocol for mRNA-FISH with CuAAC-labelled Probes. Ten oligonucleotides with each 

three alkyne modifications were individually conjugated with a fluorescent dye azid via a CuAAC-

reaction. The oligonucleotides were purified by ethanol precipitation and mixed to get a probe set. After 

the cells were fixed and permeabilised, the mRNA molecules were denatured. The probe set is added 

to the cells in the hybridisation buffer. In situ hybridisation lasts from four to several hours. After washing 

the excess of unbound probes, the mRNA molecules can be detected by flow cytometry and/or 

microscopy. 

The commercially available mRNA-FISH probe set from market leader Stellaris® 

based on a work by Raj et al.[21] was used as a positive control. All steps in the mRNA-

FISH protocol were tested and optimized for the samples generated by the CuAAC-

reaction. A number of screening tests were performed. 1. the optimal concentration of 

the probe set and the optimal duration and temperature of hybridisation were 

developed. 2. The number of oligonucleotides that were needed and washing steps as 

well as washing solutions after hybridisation or CuAAC in situ were optimized.  Figure 

II shows the results of the two CuAAC-based mRNA-FISH concepts using eGFP-
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mRNA as a target. Figure II-A shows the results of click-pre-hybridisation. A direct 

comparison between the CuAAC-probes and the commercially available ones shows 

that an increase in signal intensity was achieved with the new samples. The signal of 

the CuAAC-probes is almost three times higher than the signal of the commercial one. 

The background caused by the non-specific bonds of the CuAAC-probes is higher than 

the control, but the general signal-to-background ratio is strongly increased and the 

detection of the individual molecules and their quantification are possible without 

complicated deconvolution software. The individual eGFP-mRNA molecules are visible 

in the microscope images. The cells that do not express eGFP (no green signal) also 

showed no red signal and therefore no mRNA molecules. Figure II-B shows the results 

of click-post hybridisation. The best amount of the dye for the click reaction was 

determined. This method has also enabled us to obtain a good signal intensity of 

mRNA molecules in situ. 

Figure II: Comparison of CuAAC with commercial probes for mRNA-FISH. A: HEK-293T cells were 

transfected with an eGFP-expressing plasmid. Cells without eGFP were used as controls. After fixation 

and permeabilisation, hybridisation was performed with either red-marked CuAAC or commercial probes 

against eGFP-mRNA. Cells without eGFP were also treated with the probes to determine their 

background (unspecific binding). The signal intensity of both samples was measured. The microscopic 
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images are a projection of ten z-stacks of the cells. The CuAAC probes can be detected as small red 

diffraction-limited spots after the background has been subtracted. Negative control shows no significant 

specific signal. B: HEK-293T cells were hybridised with the alkine modified oligonucleotides against 

eGFP-mRNA. This was followed by a CuAAC reaction in situ. Based on the number of dye equivalents, 

it was also possible to achieve a good signal-to-background ratio with this method. 

In addition to the analyses using fluorescence microscopy, the compatibility of the 

newly developed protocol with flow cytometry was tested. It was shown that the 

CuAAC-based probes are not only compatible for flow cytometry, but also provide a 

good signal. This signal could even be achieved with 75% less probe amount than with 

the standard protocol (Figure III).  

Figure III: Flow cytometry analysis. a: 5% HEK293T-eGFP and 95% HEK293T were mixed in a 

suspension in which hybridisation with the commercial and CuAAC-labelled samples against eGFP-

mRNA was performed. The flow cytometry analysis showed that the CuAAC-labelled samples give a 

remarkable shift of the signal. b: Using the commercial probes, this shift is only possible, if the fourfold 

amount of the probes is used. c: Flow-FISH was also used to detect endogeneous ABL transcript. In 

the negative controls, cells were treated only with hybridisation buffer to determine the autofluorescence 

of the cells. 
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The next question was, if the new probe design enables imaging of challenging RNA 

targets which can not be easily imaged using conventional FISH probe designs, for 

example highly structures RNA carrying only limited stranded regions for probe 

binding. Using conventional FISH probe design, such RNAs can not detectable. We 

investigated this question by targeting a ~1 kb RNA viral transcript, produced from the 

rotavirus A (RVA) gene segment-7. We planned to detect this transcript shortly after 

virus infection, when the concentration of the transcript is expected to be very low. This 

specific target has additionally extensive secondary structure that provided only few 

probe strand binding sites. For the experiment, we fixed rotavirus-infected cells, 4 

hours post infection and incubated them with the CuAAC-probe set. To facilitate the 

detection of virus-infected cells, we took advantage of a stable cell line that expresses 

the rotavirus non-structural protein (NSP5) fused to eGFP and a mock-infected MA104 

cell line. We were able to detect the RVA transcripts 4 hours post infection (Figure IV). 

The negative controle did not show any corresponding signal. 

 
Figure IV: Rotavirus gene segment-7 RNA transcripts imaged with CuAAC-probes. Upper panel: RNA 
transcripts (red) in virus-infected cells stably expressing rotavirus non-structural protein NSP5 fused to 
eGFP (green) detected 4 hours post infection. Lower panel: Mock-infected MA104 cells stably 
expressing NSP5-eGFP. Scale bars: 20 µm. 
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In the second part of this work, the aim was to improve the intensity of the fluorescence 

signal in the ethynyldeoxyuridine (EdU) assay[22] (Figure V) so that more proliferating 

cells could be detected.  

 

 

 

 

Figure V: The conventional proliferation assay based on EdU, which is a thymidine analogue carriying 

a terminal alkyne group. The culture medium of cells can be supplemented with EdU, which can be 

uptaken by cells and incorporated into DNA during its synthesis (S-phase). After fixation and 

permeabilization of cells, the alkyne groups can react with an azide via a CuAAC-reaction.[22]  

Cells that are fixed after a certain culturing time in the presence of EdU but have just 

entered the S-phase do not yet have a sufficient amount of EdU built into the newly 

synthesised DNA. Therefore, the number of alkynes and the number of dye azides that 

reacted after a click reaction is very low. These fluorescent dyes or rather the cells 

cannot be detected under the microscope at the beginning of the S-phase. In the case 

of an anti-cancer treatment, these cells can still survive but they escape detection, 

which leads to false positive results. By increasing the signal intensity or reducing the 

signal-to-background ratio, important information about the proliferation behaviour of 

the cells can be determined. This could be done by increasingthe number of alkynes. 

By means of a sequence of click reactions, dendrimers containing alkyne or azide 

groups were developed and bound to the DNA in different stages. These dendrimers 

were in turn labelled with fluorescent dye-azides or -alkynes via CuAAC and thus they 

acted as amplifiers. After two hours incubation with EdU, the cells are fixed with 

paraformaldehyde and permeabilised with a detergent. In a first approach, dendrimers 

with four azide groups (tetraazide dendrimers) were reacted to the alkynes built into 
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the DNA via CuAAC. After the click reaction, free azides were labelled with a 

fluorescent dye in a subsequent CuAAC. This approach (double click) indeed allowed 

the conjugation of an alkyne group with three dyes (Figure VI).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure VI: A: Representation of the cell proliferation assay using the "double click" reaction. The cells 

were cultured in the presence of EdU. The cells were fixed and the alkynes present reacted with a 

tetraazide dendrimer in the presence of Cu(I) (double click). The DNA, which has several azide groups, 

is then detected in situ with an alkyne-modified dye using the CuAAC reaction again. B: The control 

experiment is performed with the dendrimer-free standard proliferation assay. The "Double Click" shows 

more than four times the amplification of the signal intensity. C: Fluorescence microscopic images of 

cells detected with the standard assay as a control (above) and after dendrimer amplification (below). 

Red arrows show cells in the early S-phase with partial EdU incorporation. Green arrows show cells in 

the late S-phase, in which DNA synthesis is almost complete and EdU is built into the entire genome. 

Scales: 20 µm 
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In a second approach, the tetraazides were bound to the alkynes present, followed by 

a second click reaction, in which each of the three free azide groups were labelled with 

a second dendrimer (triple click). The second dendrimer had four alkyne groups 

(tetraalkine). This reaction is then followed by a third reaction in which the three free 

alkyne groups of a dendrimer react with one dye azide each via CuAAC. As a result, 

nine dye azides can be bound to each alkyne (Figure VII).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure VII: Representation of the cell proliferation assay using the "Triple Click" reaction. A: The cells 

were cultured in the presence of EdU. After fixation and permeabilisation of cells, the alkynes present 

are first reacted with the tetraazide dendrimer in the presence of Cu(I). The remaining free azide groups 

are then reacted with a tetraalkyne. The double modified DNA (Triple Click) is finally detected with an 

azide-modified dye using CuAAC again. B: The control experiment is performed with the dendrimer-free 

standard proliferation assay. The triple click shows a doubling of the signal amplification. C: 
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Fluorescence microscopic images of cells detected with the standard EdU assay as control (above) and 

after double dendrimer amplification with triple click reaction (below). Red arrows show cells in the early 

S-phase. Green arrows show cells in the late S-phase. Scales: 20 µm 

The first amplification method using a tetraazide and dye alkyne provided an increase 

in signal intensity compared to the control experiment, in which only simple dye azides 

were bound to the built-in alkynes. The signal intensity was almost six times higher 

than the control. The second amplification method, the triple click reaction, also 

delivered a higher signal compared to the control experiment. However, with the triple 

click method the intensity was lower than with the double click method. One reason for 

this could be the high number of fluorescent dyes, which results in self-quenching of 

the dye in a dense environment. Nonetheless, both dendrimer-based methods can be 

used, depending on the desired procedure. Thus, the objective of the second part of 

this thesis was achieved and the first dendrimer-based EdU cell proliferation assay 

was developed (Figure VIII). 

 

 

 

Figure VIII: Summary of the second part of this work: The first EdU-proliferation assays based on 

dendrimers have been developed. A single or double CuAAC-reaction can be performed resulting in 

higher signal amplification. 
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1. Einführung 

1.1 Molekulare Einsicht in genetischbedingte Krankheiten am        

   Beispiel von Leukämie 

1.1.1. Die Anatomie der Chromosomen und ihre Aberrationen 

Auch wenn für jede Erkrankung ein anderer Grund existiert, ist der Ursprung fast aller 

Krankheiten auf genetische Fehlsteuerungen zurückzuführen, die u.U. umweltbedingt 

sind. Auch Krebs ist eine genetische Krankheit. Gene sind Teilabschnitte der 

Desoxyribonukleinsäure (DNA), die abgelesen d.h. transkribiert werden können, um 

funktionelle Proteine zu synthetisieren. Diese Proteine haben eine essentielle Rolle bei 

der planmäßigen Tätigkeit der Zelle wie z.B. dem korrekten Ablauf des Zellzyklus. Sie 

sind essentiell für die regelgerechte Funktionalität des Körpers. Manche Proteine 

entscheiden über Leben und Tod der Zelle, indem sie das genetische Material und die 

Vererbung an die Tochterzellen exakt kontrollieren. Tritt ein Fehler bei der DNA-

Synthese auf, müssen manche Proteine der Zelle den Befehl geben, ihn zu reparieren. 

Wenn die Zelle dazu nicht fähig ist, muss sie in die Apoptose geleitet werden, so dass 

die Weitergabe falscher Informationen an die Tochterzelle mit den damit verbundenen 

fatalen Konsequenzen in Form von z.B. Krebs oder Polyploidie vermieden wird.[23-31]  

Jedes von insgesamt ca. 22.000 menschlichen Genen liegt auf einem definierten 

Abschnitt der DNA und hat einen bestimmten Ort auf einem der 23 Chromosomen[32] 

einer Zelle. Jede Abweichung von diesem programmierten Rahmen hat gravierende 

Folgen für die Stabilität des Genoms und die Funktion der Zelle. Im Rahmen der 

Zytogenetik werden die Struktur, Anzahl und Funktionen von Chromosomen studiert 

und Anomalien definiert, damit resultierende Krankheiten diagnostiziert werden 

können. Die Nomenklatur der Chromosomen obliegt dem Internationalen System für 

humane zytogenetische Nomenklatur ISCN (International System for Human 

Cytogenetic Namenclature), das 1960 etabliert wurde.[33] Chromosomen können unter 

normalen Bedingungen unter dem Lichtmikroskop nicht gesichtet werden, da sie nicht 

genug kondensiert sind. Nur während der Metaphase oder späten Prophase 

erscheinen charakteristische Sturkturen. Daher werden Zellen speziell behandelt, 

damit sie in diese bestimmten Phasen kommen und dort gestoppt werden.[34] Eine 

normale somatische menschliche Zelle besitzt 22 autosomale Chromosomenpaare 

und zwei Geschlechtschromosomen XX bei Frauen und XY bei Männern, insgesamt 

also 46 Chromosomen (Abbildung 1).[35] 
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Abbildung 1: Der Karyotyp einer menschlichen somatischen und gesunden Zelle. Die 22 

autosomalen Paare und 2 X-Chromosomen einer weiblichen Person sind abgebildet. Anhand 

des Karytypes können Aberrationen und Mutationen erkennt werden.[35] 

Die in Abbildung 1 gezeigten Chromosomen wurden mittels des sogenannten 

Giemsa-Banding (G-Banding) zugeordnet, was es mithilfe des Farbstoffes Giemsa 

ermöglicht, Chromosomen anhand der Anzahl und Helligkeit ihrer Banden zu 

identifizieren. Jedes Chromosom besitzt ein definiertes und charakteristisches 

Bandenmuster.[36] Die Zellen werden dafür in Kultur gehalten und synchronisiert, so 

dass alle gleichzeitig in die Mitose eintreten. Anschließend werden sie mit Colchicin 

behandelt, um sie in der Metaphase zu blockieren, indem die Mikrotubuli zerstört 

werden. Somit werden die Zellen in einer Phase gehalten, in der die Chromosomen 

kondensiert und sichtbar sind. Nach einer Behandlung mit einer hypotonischen Lösung 

zur Permeabilisierung der Membranen und einer Fixierung mittels eines Essigsäure-

Methanol-Gemisches zur Erhaltung der Strukturen der Biomoleküle werden die Zellen 

auf einem Mikroskopieglas angehaftet. Anschließend erfolgt eine Behandlung mit 

Natriumhydroxid (NaOH) und Natriumcitrat mit steigender Konzentration, was dann 

diese spezifischen Chromosomenmuster ergibt.[37] Bevor diese G-Banding-Methode 

entwickelt wurde, waren die Chromosomen nur anhand ihrer äußeren Struktur 

charakterisierbar.  

Tatsächlich besteht jedes Chromosom aus zwei Armen: einem kurzen, dem 

sogenannten p-Arm, und einem langen, dem sogenannten q-Arm. Beide Arme sind 

am Zentromer miteinander verbunden. Die Länge beider Arme ist von einem 

Chromosom zum anderen unterschiedlich. Jeder Arm besteht aus einem oder 

mehreren Segmenten, die wiederum aus einer oder mehreren Banden bestehen. 
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Durch all diese Informationen kann man ein Chromosomenband anhand der Nummer 

des entsprechenden Chromosoms, des Arms, der Region und des Platzes in dieser 

Region benennen.[34, 38, 39] Ein Beispiel dafür ist 4q85. Diese Zahl bedeutet Chromosom 

4, langer Arm, Region 8 und Band 5. 

Jede Abweichung in der Struktur oder Anzahl eines Chromosomensets kann fatale 

Konsequenzen haben. Chromosomenaberrationen sind der Ursprung von 

Genderegulierungen und haben die Destabilisierung des Genoms sowie das Eintreten 

von Krankheiten zur Folge.[40-45] Im Katalog von Felix Mittelmann für 

Chromosomenaberrationen bei Krebs befinden sich mehr als 7.100 Referenzen mit 

ca. 100.000 Aberrationen, die mit Krebs verbunden sind.[36] Chromosomen können 

zwei Arten von Aberrationen aufweisen: Strukturelle Umgestaltung (englisch 

rearrangement) und numerische Veränderung (Abbildung 2).[40, 46]  

 

Abbildung 2: Chromosomenaberrationen. Chromosomen können zwei Haupt-Aberrationen 

aufweisen: Strukturelle z.B. die Translokation oder Amplifikation und numerische 

Veränderungen z.B. Polyploidie oder Aneuploidie. Zu Vergleich sind in der oberen Ebene 

gesunde diploide Chromosomen zu sehen.[40]  
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Bei der strukturellen Umgestaltung, auch balancierte Aberration genannt, handelt es 

sich entweder um einen Gewinn oder einen Verlust vom DNA-Material innerhalb eines 

Chromosoms. Zu diesen Aberrationen gehören z.B. Deletionen (del), Inversionen (inv), 

Translokationen (trans) und Insertionen (ins). Bei der Deletion handelt es sich darum, 

dass ein Teil des Chromosoms abbricht und verloren geht. Wenn dabei z.B. ein 

Tumorsuppressorgen entfernt wird, kann daraus Krebs in letzter Konsequenz 

entstehen.[47] Inversion heißt, dass eine Rotation eines Chromosomenabschnitts um 

180° stattfindet. Wenn ein Teil von einem Chromosom A abgespalten wird und am 

selben Chromosom A oder am Chromosom B inseriert wird, spricht man von einer 

Insertion. Translokation heißt, dass das Material zwischen zwei oder mehreren 

Chromosomen ausgetauscht wird. Ein Beispiel dafür ist das berühmte Philadelphia-

Chromosom (Ph), das das Ergebnis einer Translokation zwischen den Chromosomen 

Nummer 9 und Nummer 22 darstellt.[48]  Das resultierte Fusionsgen befindet sich 

zwischen der „break cluster region“ (BCR) und dem „avian blastic leukemia“ Protein 

(ABL) und heißt BCR-ABL.[39] Das Fusionsgen kodiert für eine deregulierte 

Tyrosinkinase, die ständig aktiviert ist und mit Tyrosinkinase-Inhibitoren z.B. Imatinib 

behandelt werden kann. Dieses aberrante Protein ist für die chronische myeloische 

Leukämie (CML) verantwortlich. Das Fusionsprotein kann Proteine aktivieren, die für 

die Kontrolle des Zellzyklus zuständig sind. Somit können Zellen ohne jegliche 

Kontrolle kontinuierlich proliferieren, was die Basis für die Entstehung von Krebs ist.[49] 

Bei der numerischen Veränderung, auch unbalancierte Veränderung genannt, handelt 

es sich um den Verlust oder Gewinn eines oder mehrerer Chromosomen. Dabei 

verändert sich das gesamte zelluläre genetische Material. Numerische Aberrationen 

repräsentieren 15% der Chromosomenanomalien aller hämatologischen 

Krankheiten.[38] Eine numerische Aberration ergibt einen Verlust der Heterozygosität 

(Anwesenheit zweier Chromosomensätze oder Diploidie).[50] Beispiele für die 

Genamplifikation sind Duplikationen oder Triplikationen eines oder mehrerer 

Chromosomen. Charakteristisch für hämatologische Krankheiten ist z.B. die Trisomie 

(Zellen mit einem zusätzlichen Chromosom).[51-53] Trisomie ist nicht nur verantwortlich 

für das Down-Syndrom (Trisomie 21), sondern ist der zweithäufigste Gendefekt in der 

akuten myeloischen Leukämie (AML) (Trisomie 8).[51, 52, 54] 

Der Verlust des Chromosomenmaterials tritt bei Monosomie (Verlust eines 

Chromosoms) auf.[55, 56] Dies kann während der Zellteilung in der Metaphase 
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passieren, wo eine Missegregation der Schwesterchromatiden eines Chromosoms 

sattfindet, so dass eine ungleiche Chromosomenaufteilung auftritt.[41]  

1.1.2. Zytogenetik in hämatologischen Krankheiten: Spezial-fall Leukämie 

Wie viele Chromosomenaberrationen es gibt, die für die Krebsentstehung 

verantwortlich sind, weiß man noch nicht genau. Bekannt sind bis heute ca. 350 

Genaberrationen.[57] Neben dem berühmten obengenannten Philadelphia-

Chromosom, das für CML verantwortlich ist und als „Markenzeichen“ von CML 

gesehen wird[58, 59], existieren eine Reihe weiterer Chromosomenaberrationen, die zu 

hämatologischen Krankheiten führen.[40, 60-70] Aus vielen dieser Aberrationen kann man 

vorhersagen, wie die Krankheit sowie die Therapie ablaufen wird. Manche Anomalien 

sind tödlich und nicht therapierbar.[71-78] 

Im Gegensatz zu den für AML charakteristischen Aberrationen z.B. t(8;21)(q22;q22), 

t(15;17)(q22;q12), inv(16)(p13.1q22), t(16;16)(p13.1q22),[3] die eine günstige 

Prognose haben, gibt es Anomalien wie z.B. t(1;22)(p13;q13), inv(3)(q21q26.2), 

t(3;3)(q21;q26.2) oder t(6;9)(p23;q34), die eine schlechte Zukunftsprognose mit sich 

bringen.[3, 79] Für die akute lymphatische Leukämie (ALL), die meistens im Alter 

zwischen einem und fünf Jahren eintritt, sind folgende Aberrationen charakteristisch: 

t(9;22)(p120) bei Erwachsenen und t(12;21) bei Kindern. Eine charakteristische 

numerische Veränderung bei ALL ist die Hyperdiploidie mit einer gesamten 

Chromosomenzahl zwischen 51 und 63. Dabei weisen die Chromosomen X, 4, 6, 10, 

14, 17 und 18 eine Trisomie auf, Chromosom 21 existiert hingegen sogar in vier 

Kopien.[80, 81] 

Bei der chronischen lymphatischen Leukämie (CLL) können ebenfalls mehrere 

Aberrationen auftreten, die diese Krankheit aggressiv werden lassen. Die am meisten 

auftretenden Aberrationen bei der CLL sind Trisomie 12, del(13q), del(11q), del(17p) 

und del(6q).[63, 82, 83] 
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1.2.  Diagnostik der genetischen Krankheiten via Fluoreszenz-     

 in-situ- Hybridisierung 

Die in-situ-Detektion von DNA und RNA eröffnet neue Wege für die Entwicklung neuer 

Therapie- und Diagnostikmethoden. [2, 84] [5, 85-93] Die Lokalisierung eines Gens in einem 

bestimmten Abschnitt eines Chromosoms liefert Erkenntnisse über die Morphologie 

der genomischen DNA in einer bestimmten Zelle und erlaubt Diagnose sowie 

Therapieprognose im Falle einer Krankheit.[11, 94-101] In den letzten Jahrzehnten haben 

wir gelernt, dass das Expressionsmuster eines Genes einzeln betrachtet und 

analysiert werden muss.[102] Expressionsverhalten sollten nicht mehr pauschal für eine 

ganze Zellpopulation bzw. ein Gewebe ermittelt werden, da sogar Zellen aus 

derselben Population oder desselben Gewebes unterschiedliche Expressionsprofile 

aufzeigen.[103]  Wie in Abschnitt 1 erklärt wurde, könnte die Abweichung eines Gens 

von der ursprünglichen Position oder die Deletion eines Gen- oder gar 

Chromosomenabschnitts erhebliche Konsequenzen in Form von eventuell sogar 

tödlichen Krankheiten nach sich ziehen. Heutzutage nimmt die separate Analyse jeder 

Zelle auf der Ebene der Genmutationen und/oder Expressionsstruktur für die 

Ermittlung von Krankheitsursachen eine wichtigere Position. 

1.2.1. Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung: Geschichte einer 40 Jahre 

         alten Methode  

1.2.1.1. Detektion genomischer DNA-Abschnitte in situ: DNA-

FISH 

Wenn man das englische Akronym „FISH“ liest, dann denkt man an seine deutsche 

Übersetzung, nämlich an das maskuline Substantiv „FISCH“.  In der ganzen 

vorliegenden Arbeit ist FISH feminin und wird als „die“ FISH bezeichnet: die 

Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung: Die Fluoreszenz-basierte Detektion der 

Nukleinsäuren in der Zelle ist die zweite Generation der in-situ-Detektion. Die erste 

Generation, die sogenannte ISH (in-situ-Hybridisierung), basierte auf radioaktiver 

Markierung von Nukleinsäuren mit Hilfe des radioaktiven Isotops Tritium. Die ersten 

Versuche wurden bereits 1969 von Mary-Lou Pardue und Joseph G. Gall durchgeführt. 

Sie haben damals ein DNA-RNA-Hybrid mit einer radioaktiv-markierten ribosomalen 

RNA und der dazu komplementären ribosomalen DNA von Xenopus Oocyten 

hergestellt (Abbildung 3).[104, 105] 
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Weitere Versuche wurden an Mäusen und Drosophila melanogaster durchgeführt, in 

denen „Satelliten-DNA“ am Heterochromatin des Zentromers lokalisiert wurden.[104] 

Eine andere Forschungsgruppe hatte fast im selben Zeitraum mit rRNA-3H-Sonden 

ähnliche Versuche mit in Paraffin-eingebetteten Gewebeabschnitten vom 

chinesischen Hamster erfolgreich durchgeführt.[106] Diese neue molekularbiologische 

Technologie war mit mehreren Nachteilen verbunden. Die Belichtungszeit betrug 

mehrere (!) Wochen[107], die räumliche Auflösung der Moleküle war beschränkt, die 

radioaktiven Sonden haben sich während der Aufbewahrung wegen Instabilität 

zersetzt und für Gesundheit und Umwelt war die radiologische Markierung eine 

immense Gefahr. So mussten die Sonden gemäß der strengen Transport-, 

Aufbewahrungs- und Entsorgungsvorschriften behandelt werden. Außerdem war die 

Auflösung bzw. Spezifität trotz hoher Sensitivität der Radiographie sehr begrenzt, und 

der Hintergrund war sehr groß.[108] 

Gall berichtete, dass er oft gefragt wurde, warum diese umständliche und teure 

Methode angewendet werde. Seine Antwort war sehr einfach: Es gab zu diesem 

Zeitpunkt weder andere verfügbare, bessere Sonden noch andere nützliche Geräte 

(z.B. weiter entwickelte Mikroskope).[107] Trotz der etlichen Nachteilen der ISH hat es 

einige Jahre gedauert, bis eine verbesserte Methode ohne Einsatz von 

Isotopenmarkierung entwickelt wurde. 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 3: Der erste ISH-Versuch. Drei unmarkierte Nuklei und drei markierte Pachyten-Nuklei von 

Xenopus Ovarialfollikeln, die den Zusammenhang zwischen dem Anstieg der extrachromosomalen 

ribosomalen rDNA und der Größe des Nukleus darstellen. Diese in-situ-Detektion basiert auf der Bildung 

eines Hybrids zwischen rRNA-3H, die mit Tritium markiert ist, und der extrachromosomalen rDNA.[105] 
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Gegen Ende der siebziger Jahre wurde die Fluoreszenz-Messung in der in-situ-

Hybridisierung eingeführt. Der erste Versuch wurde durch Rudkin et al. in der 

Zeitschrift Nature veröffentlicht, wo 5S-rRNA mit dem Polytänchromosom von 

Drosophila hybridisiert wurde und anschließend mit einem Anti-Poly(rA)-Poly(dT)-

Antikörper reagiert wurde.  Mit Hilfe eines sekundären Antikörpers, der mit Rhodamin 

markiert war, war die Detektion von den DNA-Abschnitten im Polytänchromosom 

möglich.[12] Wenige Jahre später wurden neue Sonden hergestellt, die organisch-

chemisch markiert waren. Diese neuen Sonden enthielten Basen, die mit kleinen 

organischen Molekülen, den sogenannten Haptenen, modifiziert waren. Die Detektion 

der Haptene war entweder direkt oder mit Hilfe eines weiteren Moleküls ausführbar. 

Die indirekte Detektion war durch das Anwenden von z.B. Digoxygenin, Biotin oder 

Dinitrophenol möglich, die mit anderen Antikörpern stark interagierten. Ein Beispiel 

hierfür ist die starke, nicht-kovalente Bindung zwischen Biotin und Avidin bzw. 

Streptavidin.[109] Die direkte Detektion beruht auf fluoreszenten Molekülen wie z.B. 

Fluorescein.[12] So fing die Ära der Fluoreszenz-ISH an, in welcher die Schwarz-Weiß 

Detektion durch Farben und Fluoreszenz ersetzt wurde. 

Die erste FISH wurde durch Baumann et al. in 1980 durchgeführt. Dabei wurden RNA-

Sonden am 3´-Ende mit einem Fluorophor markiert und mit passenden DNA-

Sequenzen hybridisiert. 1981 wurden zur Einführung der Fluorophore Amino-Allyl-

modifizierte Basen durch Langer et al. benutzt.[13] Mit dieser Methode kann jegliche Art 

von Molekülen flexibel und einfach an die Basen und somit an die Sonden gebracht 

werden.[13, 109, 110] 1982 wurde die im Jahr 1977 durch Rigby et al.[111] eingeführte Nick-

Translation benutzt, um Biotin-dUTP in eine DNA-Sonde zu inkorporieren. Bei der 

Nick-Translation wird die enzymatische Eigenschaft der DNaseI benutzt, Brüche in 

einer dsDNA-Sequenz zu verursachen. Die DNA-Polymerase I erkennt das freie 3‘-OH 

als Substrat (Nick) und inkorporiert in einer Primer-Verlängerung nun die z.B. Biotin-

markierten Nukleotide, wobei die vorausliegenden Nukleotide durch seine 5‘-3‘ 

Exonukleaseaktivität abgebaut und ersetzt werden (Abbildung 4).[110] 

Aufgrund der breiten Anwendungsmöglichkeit in diversen zellbiologischen Studien 

wurde diese Methode in den nachfolgenden Jahren rasch weiterentwickelt. Zahlreiche 

Verbesserungen geschahen in den letzten 40 Jahren auf der Ebene der 

Sondensensitivität bzw. -spezifität, der digitalen und automatisierten Datensammlung 

und -analyse sowie der Mikroskopie. So wurden Zwei-[112] und Multi-farben-FISH[14, 15, 

113-115] für die DNA-Diagnostik entwickelt. 
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Abbildung 4: Darstellung der Nick-Translation. (Bachelor-Arbeit von Tobias Heins). 

Die FISH-Sonden für DNA wurden nicht nur durch Nick-Translation generiert, sondern 

auch durch andere Methoden wie z.B.: Random-primed-DNA-Amplifikation, 

Klonierung in einem Vektor/Plasmid oder durch in-vitro-Transkription.  

Das Potenzial der FISH bei der Ermittlung der Stellen bestimmter DNA-Sequenzen im 

Genom bzw. bestimmter RNA-Sequenzen im Zellkern und Zytosol sowie der 

Vermessung von Expressionsmustern bestimmter Genen gewann ab Ende der 

achtziger Jahre des zwanzigsten Jahrhunderts an Bedeutung und wurde stark 

verbreitet. Ein bedeutender Meilenstein war die ganz Chromosomen in-situ-

Hybridisierung bzw. das „Whole-Chromosome-Painting“[115, 116], bei der 

fluoreszierende Sonden für jedes Gen eines Chromosomes an ihre komplementären 

Sequenzen in der Metaphase hybridisieren. So werden ganze Chromosomen 

detailliert kartiert und mögliche Aberrationen, Deletionen und Translokationen 

festgestellt.[113, 117, 118] Diese Technik wurde später für die Diagnostik als Multiplex-

FISH oder M-FISH weiterentwickelt und als molekularzytogenetische Methode für die 
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Krebs- und pränatale Diagnostik etabliert.[119, 120] Alle 24 Chromosomen einer 

menschlichen Zelle wurden mit Sonden angefärbt, die durch eine spezielle 

Kombination von fünf fluoreszenten Farbstoffen markiert waren. 

FISH stellt somit eine unverzichtbare Methode für die Analyse genetischer[121], 

pädiatrischer[122] und pränataler[123, 124] Krankheiten dar. Da die Detektionsgrenze der 

FISH in Interphasen sehr limitiert ist und nur 190 kb- oder längere Sequenzen 

detektiert werden können[125], werden FISH-Analysen an Metaphasenchromosomen 

bevorzugt, was die Anzahl der analysierten Zellen drastisch eingrenzt. 

1.2.1.2. Detektion von mRNA-Molekülen in situ: mRNA-FISH 

Im Jahr 1982 ist es Singer und Ward zum ersten Mal gelungen, messenger-RNA 

(mRNA) mit fluoreszierenden Sonden in situ zu detektieren.[126] Die mRNA-Detektion 

in situ wurde von Dirks et al. auf zwei und drei Farben erweitert.[127, 128] 

Ein paar Jahre später hat das Team um Femino eine sensitive Methode entwickelt, mit 

der einzelne RNA-Transkripte in situ visualisiert werden konnten. Sie haben eine 

Mischung von 32 Oligonukleotiden mit je 45 bp, ein sogenanntes „Sondenset“, 

verwendet, die zu verschiedenen Stellen in der mRNA von ß-Actin komplementär 

waren. Jedes Oligonukleotid enthielt fünf Aminogruppen, die mit einem Ester-

Fluorophor reagiert wurden.[129] Die einzelnen RNA-Transkripte erschienen dann als 

einzelne helle diffraktionslimitierte Spots, die mit Hilfe einer bestimmten Software 

quantifiziert werden konnten (Abbildung 5a-rechts).  
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Abbildung 5: Vergleich zwischen der mRNA-FISH-Methode von Femino et al.[129] mit der von Raj et 

al.[21]. Femino et al. haben 32 x 45-mer lange Oligonukleotide, die drei bis fünf Mal markiert waren, 

eingesetzt. Auf der anderen Seite waren die 48 Sonden von Raj et al. 20-mer lang und jedes 

Oligonukleotid enthielt einen einzelnen Farbstoff. Beide Methoden zeigen eine vergleichbare 

Signalintensität.[21]  

Es wurde gezeigt, dass jeder helle Spot einem einzelnen mRNA-Molekül (single 

molecule sm-mRNA-FISH) und nicht einer Aggregation mehrerer mRNAs entspricht. 

Für das Experiment wurden zwei verschiedene mRNAs synthetisiert. Eine mRNA 

wurde mit einem roten Fluorophor, die andere mit einem grünen prä-hybridisiert. Diese 

Mixtur aus den mRNAs wurde in die Zellen injiziert. Die Überlagerung der Fluoreszenz 

der beiden unterschiedlich markierten mRNA Sequenzen an einem Ort würde zu 

einem gelben Signal führen. Unter dem Mikroskop wurden jedoch keine einzelnen 

gelben Spots detektiert. Da die Spots entweder rot oder grün waren, ging man davon 

aus, dass jeder detektierte Spot einem einzelnen Molekül und keiner mRNA-

Anhäufung entspricht.[129] Ein anderer Beweis dafür war die homogene Größe aller 

Signale. Ein Nukleotid sollte 0,3 nm lang sein. Deshalb kann man für jede Sequenz die 

Länge berechnen und mit den in situ gemessenen Größen der Spots vergleichen.[129] 

Diese innovative Methode war sicherlich sensitiv und einfach, hatte aber ein massives 

Problem: Die Hybridisierungseffizienz der Oligonukleotide. 5% der gesamten 
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Transkripte zeigten keine Hybridisierung mit dem Ziel-Oligonukleotid. 25% der 

Transkripte wurden mit nur einem einzigen Oligonukleotid hybridisiert. Diese 

Transkripte lieferten also keine Signale und somit falsche negative Ergebnisse in der 

Quantifizierung der Transkriptenmenge einer Zelle. Außerdem können unspezifisch 

gebundene Oligonukleotide ein positives aber falsches Signal geben, da eine einzelne 

Sonde ein helles analysierbares Signal liefert.[130] Eine andere Schwierigkeit bestand 

darin, dass die fünffach markierten Oligonukleotide separat und einzeln synthetisiert 

und aufgereinigt werden mussten. Es ist außerdem schwierig, total- von partiell-

markierter Oligonukleotide zu trennen. Die hohe Anzahl an Fluorophoren per 

Oligonukleotid stellt ebenfalls ein Problem dar, da es zu einer Fluoreszenz-Löschung 

kommen kann.[131] 

Raj et al. haben 2008 eine verbesserte Methode für die Detektion mRNA-Moleküle 

entwickelt, indem sie eine höhere Anzahl an einfach gelabelten Oligonukleotiden pro 

mRNA benutzt haben.[21] Jedes Oligonukleotid ist in der methode ein 22-mer und 

besitzt eine Aminogruppe am 3´-Ende. Die für diese Methode benutzten Fluorophore 

besitzen eine Succinimidylestergruppe und können somit an die Aminogruppen der 

Oligonukleotide gekoppelt werden. Ein Konstrukt von einem Doxycycline-kontrollierten 

Gen, das für eGFP-mRNA kodiert, wurde hergestellt und in Zellen injiziert. Die mRNA 

besaßen an ihren 3´-UTR-Termini 32 repetitive Sequenzen mit je 80 Nukleotiden. 

Nach der in-situ-Hybridisierung mit 48 einfach gelabelten Oligonukleotide gegen 

eGFP-mRNA wurden die mRNA-Moleküle quantifiziert. Die 

Quantifizierungsergebnisse der Mikroskopie stimmten mit denen aus der quantitativen 

RT-PCR überein. Außerdem haben die in-situ-Hybridisierungen mit weniger 

Oligonukleotiden, nämlich 12, 24 und 36, quantifizierbare Signale ergeben, wenn auch 

mit schlechter Intensität (Abbildung 5a-links). Es wurde ebenfalls gezeigt, dass 

jedem Spot ein einziges mRNA-Molekül entspricht. Die direkte Gegenüberstellung der 

Raj- und der Femino-Methode zeigt eine vergleichbare Intensität (Abbildung 5b). 

Die von Raj et al. entwickelte Methode wurde in einer einfachen Version unter den 

Namen „Stellaris® RNA FISH probes“ kommerzialisiert. Neben den prä-designed 

Sonden existiert eine Software, die eine beliebige mRNA-Sequenz analysiert und für 

FISH geeignete Anti-Sense Oligonukleotidsequenz bestimmt.  

Obwohl die obengenannten Methoden etabliert und in der Grundlagenforschung sowie 

in der Diagnostik benutzt werden (für Anwendungsbeispiele siehe oben), hat die 
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Mikroskopie-basierte Detektion von Sonden zwei gravierende Nachteile. Erstens 

müssen die Zellen in der Metaphase sein, damit die Chromosomen sichtbar sind. 

Zweitens ist die Anzahl der analysierbaren Zellen sowohl für DNA-FISH als auch für 

mRNA-FISH sehr begrenzt (ca. 100 Zellen/Objektträger). Außerdem ist die 

Metaphasen-FISH zeitaufwendig und teuer. Das Zellzahl-Problem wurde mit einer 

neuen Methode überwunden, nämlich mit der Durchflusszytometrie, mit der sehr viele 

Interphasen-Zellen analysiert werden können.  

1.2.1.3. FISH gekoppelt mit Durchflusszytometrie: Flow-FISH 

Die Durchflusszytometrie ist ein laserbasiertes, biophysikalisches Verfahren für das 

Zählen und Sortieren von Zellen, für die Immunphänotypisierung sowie für die Analyse 

des Ploidiegrads (Anzahl des Chromosomensatzes) oder zur Bestimmung der 

Expression von Markerproteinen z.B. GFP. Zellen werden in einer Kapillare einzeln 

eingeschleust, wo sie einem Laserstrahl ausgesetzt werden. Die Detektion der Zellen 

kann dann optisch erfolgen (Abbildung 6). Je nach Form, Struktur und/oder Färbung 

der Zellen werden unterschiedliche Effekte erzeugt. Daraus können spezifische 

Eigenschaften der Zelle abgeleitet werden.  

Das Analyseverfahren des Zellzyklus beruht auf der Quantifizierung der zellulären 

DNA. Es wird gemessen, wie die Menge an DNA während der verschiedener Phasen 

des Zellzyklus variiert. Die Intensität der Fluoreszenz ist proportional zum DNA-Gehalt. 

Vor der Replikation (Phase G1 und G0) ist die Menge an DNA in einem diploiden 

Organismus gleich 2n. Während der Replikationsphase (S-Phase) erfolgt die 

Duplikation der DNA. Die DNA-Menge entspricht >2n. Die Zellen in der 

darauffolgenden G2-Phase sowie am Anfang der Mitose (M-Phase) enthalten 4n an 

der DNA. Das bedeutet, dass die Fluoreszenzintensität der Zellen in der G2-Phase 

ungefähr doppelt so stark ist wie die der Zellen in einer G1-Phase.[132-134]  

Die Durchfluss-zytometrische Messung hat auch eine klinische Bedeutung. Da 

Störungen des Zellzyklus eine pathologische Ursache haben, kann die Methode bei 

der Krebsdiagnostik verwendet werden. Eine unkontrollierte Proliferation kann in 

einem Histogramm leicht gezeigt werden. Auf diese Weise können auch 

Genmutationen, wie Aneuploidie, entdeckt werden.[135]  
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Abbildung 6: Prinzip der Durchflusszytomertie. Die Zellen in Suspension werden in einem 

dünnen Strahl in die Mikrokanalküvette geleitet. Sie werden dann einzeln einem Laserstrahl 

mit der entsprechenden Wellenlänge ausgesetzt. Dadurch emittieren die Zellen ein 

Fluoreszenzsignal, das durch Verstärkung ausgewertet werden kann.[136]  

Anfang der neunziger Jahre wurde eine FISH-basierte Methode für die 

Durchflusszytometrie, die sogenannte Flow-FISH, entwickelt, in der Nuklei aus 

Lymphozyten isoliert waren und eine Hybridisierung von Biotin- und DIG-markierten 

Sonden mit Zentromer-spezifischen repetitiven DNA-Sequenzen in gesunden[137] und 

in Blutkrebszellen[138] durchgeführt wurde. Später wurden Peptid-Nukleinsäuren 

(peptid nucleic acid PNA) als FISH-Sonden für die Ermittlung der Telomerenlänge in 

Lymphozyten benutzt.[139] Eine weitere bedeutende Entwicklung der flow-FISH war die 

Hybridisierung der Sonden direkt an isolierte Chromosomen.[140] 

Die flow-FISH wurde ebenfalls für die Detektion von mRNA-Molekülen angewendet. 

Arrigucci et al. haben ein Protokoll entwickelt, bei dem 50 mRNA-Antisense-

Oligonukleotide mit 22 nt Länge an die Ziel mRNA in situ hybridisiert und entsprechend 

behandelten Zellen durch Durchflusszytometrie analysiert wurden[141] (Abbildung 8). 

Diese Methode basiert auf der Arbeit von Femino et al.[129] bzw. von Raj et al. (siehe 

Abschnitt 3.1.1).[21]  
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Abbildung 7: Flow-FISH laut Arrigucci et al. HeLa-Zellen wurden mit Sonden für die mRNAs 

von c-fos, GFP als negative Kontrolle und GAPDH als positive Kontrolle detektiert. Nur wenn 

die Zellen mit Serum kultiviert wurden, waren mRNA von c-fos sichtbar. Das kann man anhand 

der Verschiebung der Fluoreszenzintensität beobachten.[141] 

1.2.2. FISH versus quantitative Polymerase-Ketten-Reaktion RT-PCR 

„Reverse-transcription quantitative polymerase chain reaction” (RT-qPCR) ist eine 

Methode, mit der Transkripte charakterisiert und quantifiziert werden können. Sie 

besteht aus zwei Schritten: Der reversen Transkription und der Quantifizierung. Da 

RNA-Moleküle durch PCR nicht amplifizierbar sind, werden stabile Komplementär-

DNA (cDNA) mit Hilfe der reversen Transkriptase hergestellt. Diese enzymatische 

Reaktion kann nur gelingen, wenn die Qualität der isolierten RNA hochwertig ist. Die 

reverse Transkriptase benutzt die RNA-Moleküle als Vorlage und stellt ein DNA-RNA-

Hybrid her. Nachdem die cDNA hergestellt ist, erfolgen mehrere Zyklen der 

Polymerase-Kettenreaktion zur Vervielfältigung der Stränge. Bei einem Zyklus wird die 

Sequenz durch Hitze denaturiert. Anschließend erfolgt eine Temperaturänderung, die 

es den Primeren ermöglicht, an die ssDNA zu binden. Dadurch kann die Elongation 

der Sequenz stattfinden. Der Unterschied zur normalen PCR ist, dass ein fluoreszenter 

Farbstoff, z.B. „Cyber Green“, an die dsDNA bei jedem Zyklus bindet. Eine Steigerung 

der Fluoreszenzintensität ist proportional zur Anzahl der dsDNA. Anhand der 
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gemessenen Fluoreszenz kann die neu synthetisierte DNA quantifiziert werden. Somit 

bekommt man eine Echtzeit („real-time“) Quantifizierung der cDNA bzw. der 

Transkripte. 

Die RT-qPCR wird heute in vielen Diagnostiklaboren verwendet und viele Kits zur 

Detektion viraler RNA und bestimmte Krebsmarker sind kommerziell erhältlich. 

Nichtsdestotrotz hat diese Methode in der Diagnostik diverse Nachteile. Erstens sind 

die Ergebnisse sehr von der Nukleotid-Isolierungsmethode abhängig. Es wurde 

gezeigt, dass die Isolierungsmethoden der Nukleotide einen Einfluss auf die Qualität 

der Ergebnisse haben. Überdies gehen Informationen über die Transkriptionsmuster 

einzelner Zellen verloren, da die RNA der gesamten Population, z.B. Gewebe, Blut 

etc., ohne Unterscheidungsvermögen isoliert und analysiert wird. Daraus wiederum 

ergibt sich ein anderer Nachteil: Die Analyse der Transkripte erfolgt nicht in situ, 

sondern in vitro. Daher ist die RT-qPCR eine indirekte Methode, die nicht nur keine 

Informationen über die Lokalisation der Transkripte in der Zelle liefert, sondern auch 

mehrere Komponenten beinhaltet, die die Analyse beeinträchtigen. Ein Beispiel dafür 

ist die Instabilität von ssRNA, die zur Degradation durch die RNase während ihrer 

Isolierung und Bearbeitung tendiert. Außerdem kann nur ein Transkript pro Assay 

analysiert werden, da der fluoreszente Farbstoff ohne Diskriminierung an DNA bindet. 

1.3. Einschränkungen der verwendeten Diagnostikmethoden:    

        Muss die Probe länger oder dichter gelabelt sein? 

1.3.1. DNA-FISH 

4% der Basen werden im Durchschnitt während der enzymbasierten 

Sondenherstellung z.B. durch Nick-Translation oder in-vivo-Inkorporation, durch 

modifizierte Basen ersetzt.[142] Eine vollständige Substitution der dTTPs durch 

markierte dUTPs ergäbe aber eine 25%-ige Markierungrate (250d/kb). Bei der 

Markierung mit modifizierten dUTPs kann es vorkommen, dass AT-reiche Stellen der 

DNA eine dichte Markierung bis zu 25% bekommen wobei andere GC-reiche Stellen 

gar keine Markierungen aufweisen. Die Markierungrate hängt vor allem von zwei 

wesentlichen Faktoren ab: Der Leistung der DNAse I und der DNA-Polymerase I. Die 

Markierungsrate ist umgekehrt proportional zur Länge der geschnittenen Sequenzen 

durch die DNAse I während der Nick-Translation. Die ideale Länge der Sonden sollte 

unter 200 Nukleotiden sein. Das ist oft zu kurz für die DNAse I.[143] Wenn lange Sonden 
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benutzt werden, können sie in einer unspezifischen Weise an die Probe binden und 

entsprechen ein sensitiv falsches und unspezifisches Signal zeigen. Die DNA-

Polymerase I hat zusätzlich eine geringe Inkorporationsrate für die modifizierten 

dUTPs im Vergleich zu den natürlichen dNTPs. Als Resultat dieser zwei 

unkontrollierbaren Komponenten entstehen so Sonden mit unterschiedlichen 

Markierungsraten, die unregelmäßige und auch falsche positive Ergebnisse bringen.  

Die Herstellung von markierten Sonden via PCR resultiert in einer geringen Ausbeute 

des PCR-Produkts und liefert eine geringe Markierungsrate, die bei 3,3 Farbstoffe pro 

kb liegt. Grund dafür ist die schwache Toleranz der Polymerase für modifizierte 

Nukleotidtriphosphate.[142] Um das Problem zu lösen, müssten die Markierungen 

dichter erfolgen. Allerdings ist eine Steigerung der Markierungrate nicht unbedingt mit 

einer Steigerung der Sensitivität gekoppelt[144], da die fluoreszenten Farbstoffe sich 

gegenseitig quenchen können und die gebildeten Sonden-Target-Duplexe eine 

geringe Stabilität bzw. niedrige Schmelztemperatur zeigen könnten.[131] Es muss 

darauf geachtet werden, dass ein Ausgleich zwischen der Anzahl der inkorporierten 

Farbstoffe und der physikalischen Stabilität des Sonden-Target-Duplex gefunden wird. 

Die Optimierung ist vor allem ein Problem für die Detektion von „single copy genes“ 

ohne repetitive Sequenzen, da die Markierungsrate der Sonden, die enzymatisch 

hergestellt sind, für ein sensitives und spezifisches Signal oft nicht ausreichend ist.  

1.3.2. mRNA-FISH 

Auch die FISH für mRNA-Moleküle ist nicht optimal und braucht verschiedene 

Verbesserungen sowohl bei den Mikroskopie- als auch den Durchflusszytometrie-

basierten Abläufen. Obwohl die sm-mRNA-FISH eine solide quantitative Analyse für 

mRNA-Moleküle ist und die Flow-FISH das Problem der begrenzten Zellenanzahl 

gelöst hat, bleiben schwerwiegende Hindernisse. Eines davon ist das Problem der 

hohen Anzahl der als Sonde benutzten Oligonukleotide (zwischen 30 und 96 

Oligonukleotide à 17-22 nt). Dies beschränkt die Länge der zu detektierenden mRNA 

auf 500 nt. Kleinere mRNA-Moleküle können nicht detektiert werden.[141] Raj 

berichtete, dass Signale mit einem Sondenset auch von nur 30 Oligonukleotiden 

detektiert werden konnten, die Signale aber meistens schwach waren. Daher wurde 

empfohlen, ein Set von mindestens 48 Oligonukleotiden zu benutzen und den GC-

Gehalt der individuellen Oligonukleotide gleich zu halten, damit sie homogen 

hybdridisieren.[130] Die Empfehlung, den GC-Gehalt gleich zu halten, wird oft nicht 
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erreicht. In den Veröffentlichungen als auch bei den kommerziellen Sondensets von 

Stellaris® werden darüberhinaus im Durchschnitt 48 Oligonukleotide benutzt bzw. 

angeboten. Damit können die meisten Transkripte in der Zelle nicht detektiert werden, 

da sie in einer nur geringen Zahl in der Zelle vorliegen (weniger als 50 Kopien).[145] 

Bestimmte Transkripte wie z.B. die long-non-coding-RNA (lncRNA)[146], die meistens 

kleine Sequenzlängen[147, 148] aufweisen und als Marker für bestimmte Krebsarten 

auftreten[149-154], können gar nicht detektiert werden. Da die long-non-coding-RNAs 

(lncRNAs) immer mehr Bedeutung in der Krebsdiagnostik gewinnen[155-162], müssen 

die Sonden speziell für diesen Zweck verbessert werden.  

1.3.3. Lösungsversuche für die mit FISH verbundenen Probleme 

Die oben beschriebenen Einschränkungen der FISH-Diagnostik sind trotz 

verschiedener Versuche noch nicht behoben.[163] 

Einer dieser Versuche war die Entwicklung der High-Definition (HD) für DNA-FISH. 

Diese Methode stellte eine Datenbank von Primerpaaren für die 

Polymerasekettenreaktion dar, die hochspezifsche dsDNA-Sonden generieren. Im 

Vergleich zur klassischen enzymatischen Sondenherstellung mit Hilfe von BAC-

Plasmiden oder Fosmiden, die Produkte in einer Länge von 100-250 kb bzw 40-50 kb 

ergeben, können 200-220 nt-lange Sonden hergestellt werden. Durch die besseren 

thermodynamischen Eigenschaften können die kürzeren PCR-Produkte besser mit der 

DNA hybridisieren. Universal Linkage System (ULS) wurde zum Markieren der Sonden 

verwendet. Allerdings bleibt das Problem der geringen Intensität aufgrund der langen 

Sonden und der geringen Markierungsrate ungelöst.[163] 

Die Markierungsrate, die vor allem bei smRNA-FISH (Abbildung 8-a) eine große 

Einschränkung darstellt, wurde auf zwei Ebenen verbessert: Die Sonden selbst und 

die Bearbeitungsprogramme der Mikroskopiebilder. Neue Computeralgorithmen für 

die Detektion und Analyse von Sonden, die gegen kleine Targetsequenzen gerichtet 

sind, wurden entwickelt. Somit war es möglich, trotz geringer Fluoreszenzintensität der 

Sonden, kleine Moleküle zu detektieren.[164] Diese Entwicklung war, vor allem 

bezüglich der RNA-FISH, sehr hilfreich. Die speziellen Computeralgorithmen müssen 

aber von Fachleuten eingesetzt werden. Labore, die auf FISH nicht spezialisiert sind, 

besitzen weder das Know-how noch die entsprechenden kommerziellen Programme 

für die Auswertung. 
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Ein Versuch der Verbesserung der Sonden bzw. der Erhöhung der Signalintensität 

wurde durch die Z-förmige-Sonden unternommen (Abbildung 8-b). Diese Methode 

basiert auf verzweigten oder „branched“ DNA (bDNA), die von Player et al. in 2001 

entwickelt wurde.[165] Zwei DNA-Oligonukleotide werden in einer Z-Form so hergestellt, 

dass sie unmittelbar nebeneinander auf der Ziel-mRNA hybridisieren. Der untere Teil 

vom Z besteht aus 18 bis 25 Basen, ist komplementär zur Zielsequenz und somit 

sequenzspezifisch. Der mittlere Teil dient ausschließlich als Linker und verbindet den 

oberen mit dem unteren Teil. Die oberen Teile zweier nebeneinander hybridisierten Zs 

stellt eine Plattform und Bindestelle mit jeweils 14 Basen für den sogenannten prä-

Verstärker dar. Diese Plattform soll eine spezifische Bindung des prä-Verstärkers 

gewährleisten, da er nur binden kann, wenn genau zwei Zs vorhanden sind. Nachdem 

zwanzig Verstärker an jedem prä-Verstärker gebunden haben, werden sie mit je 20 

Fluorophoren konjugiert. Dadurch wird das Signal amplifiziert. Auf eine 1 kb lange 

mRNA binden dann 20 Z-Paare bzw. 20 prä-Verstärker. An jedem prä-Verstärker 

binden 20 Verstärker, die wiederum 20 Farbstoffmarkierungen enthalten können. 

Insgesamt kann eine mRNA im Detektionskomplex 8.000 Farbstoffmarkierungen 

aufweisen, was mit der smRNA-FISH unmöglich ist. Die Farbstoffmarkierung kann ein 

normaler fluoreszierender Farbstoff sein oder die Alkaline-Phosphatase, was in beiden 

Fällen eine empfindliche Detektion erlaubt. Die Detektion ist auch durch ein standard 

Licht-Mikroskop ermöglicht. Eine Detektion von bis zu drei verschiedenen Transkripten 

pro Zelle ist möglich. Diese Methode wurde zu einem Kit weiterentwickelt und ist 

kommerziell erhältlich unter den Namen RNAscope®-Sonden. Da die Herstellung der 

Z-Oligonukleotide sowie der prä-Verstärker, der Verstärker und der Farbstoffe sehr 

aufwändig ist, können die Kosten eines Kits mehr als 8.000 Euro (!) erreichen (Cat.No: 

322800. Multiplex reagent kit for 60 slides ohne Angabe der Konzentrationen 8.090 

Euro).[166] 

Ein weiterer Versuch optimaler FISH wurde mit der sogenannten 

Hybridisierungskettenreaktion oder „Hybridization chain reaction“ HCR ausgeführt. 

Dabei bindet ein Initiator-Oligonukleotid, das zwei Überhänge besitzt, an der 

Zielsequenz und aktiviert die Hybridisierungskettenreaktion. An jedem freien Überhang 

bindet ein markiertes Oligonukleotid, das wiederum eine Bindestelle für ein weiteres 

Oligonukleotid bietet (Abbildung 8-c). Die Kettenreaktion wird fortgesetzt und eine 

Signalverstärkung entsteht. Die Signalintensität kann bis zu 200-mal höher sein als die 
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einzelmarkierten Sonden und ermöglicht so die Detektion in herausfordernden 

Geweben sowie in Embryonen vom Zebrafisch.[167] 

Abbildung 8: Alternative Methoden für mRNA-FISH. a) Die von Raj et al. entwickelten sm-mRNA-FISH, 

die auf mehreren einzeln markierten Oligonukleotide basiert ist. b) Z-förmige-Sonden oder „branched“ 

DNA. Die Oligonukleotide in Z-Form dienen als Plattform für weitere Oligonukleotide, die in einem 

weiteren 

Schritt mit 

fluoreszierten Farbstoffen markiert werden. c) „Hybridization Chain Reaction“ HCR. Ein Initiator-

Oligonukleotid mit zwei Überhängen, bindet an die Ziel-mRNA. Eine Kettenhybridisierungsreaktion wird 

an den Überhängen initiert, bei der einzeln markierten Oligonukleotide nach und nach hybridisiert 

werden.[168] 

Um kurze Transkripte z.B. microRNA (miRNA) oder lncRNA detektieren zu können, 

wurden LNA™-Sonden (locked nucleic acid-based RNA detection) entwickelt. LNA-

Sonden enthalten RNA-Nukleotid-Analoga, die eine Brücke zwischen dem 2´-

Sauerstoff und dem 4´-Kohlenstoff der Ribose aufweisen und somit in ihrer optimalen 

Konformation für die Watson-Crick-Bindung „locked“ (verriegelt) sind. Diese 

Verriegelung hat Einfluss auf die physikalischen Eigenschaften der Base, denn die 

Schmelztemperatur bei Bildung von einem Duplex erhöht sich um bis zu 8°C was die 

Hybridisierungseigenschaft dramatisch verbessert. Dadurch werden falsch-positive 

Signale quasi ausgeschlossen. Die Farbstoffmarkierung erfolgt hier ebenfalls mit Hilfe 

der Alkalinen-Phosphatase-Reaktion. 

„Molecular beacons“ wurden verwendet, um das Problem mit den unspezifischen 

Bindungen der Sonden zu lösen. Ein „molecular beacon“ ist eine ssDNA, die die Form 

einer Haarnadel hat (Abbildung 9). Am 3´- und 5´-Ende stehen ein fluoreszenter 

Farbstoff und ein Quencher, der die Fluoreszenz auslöscht. Die ersten acht Basen an 

den beiden Enden sind komplementär und hybridisieren miteinander, so dass die 

Schleifenstruktur entsteht. Die zwischen beiden Enden vorliegende Schleife besteht 

aus einer Sequenz, die zur Zielsequenz komplementär ist. In situ hybridisieren die 
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„molecular beacons“ mit der Komplementärsequenz. Dadurch wird die tertiäre Struktur 

aufgehoben, der Quencher entfernt sich vom Farbstoff und ein fluoreszentes Signal 

entsteht[169]. Die „molecular beacons“ haben das Problem der Unspezifität gelöst, aber 

das Problem der niedrigen Signalintensität, weil nur ein Fluorophor pro Sonde 

vorhanden ist, ist weiterhin offen und kleine Transkripte können nicht detektiert werden. 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 9: „Molecular beacon“.[169]  

Vor allem die Limitierungen durch die 

Anzahl der Fluorophore könnten mit Hilfe der Click-Chemie gelöst werden. Erste 

erfolgreiche Versuche haben gezeigt, dass die Click Chemie eine potentielle Lösung 

der zahlreichen Probleme darlegt, die mit FISH verbunden sind. 

 

1.4.  Die Kupfer-katalysierte Alkin-Azid-Cycloaddition CuAAC:    

         die „Click-Reaktion“  

Das Konzept der Click-Chemie wurde im Jahr 2001 von Kolb et al, Finn et al. und 

Sharpless et al.[170] erklärt. Es beschreibt den Ansatz, schnell und selektiv 

Heteroatomverbindungen zwischen kleineren Einheiten herzustellen. Als Vorbild 

dienen laut Kolb et al. Prozesse der Natur, die sich hochwirksamer Katalysatoren z.B. 

in Form von Enzymen bedient. In Anlehnung an solche natürlich-chemischen 

Transformationen müssen einige Anforderungen erfüllt werden. Zu diesen gehören 

unteranderem hohe Ausbeuten, stabile Produkte, einfache Durchführungen, ein breiter 
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Anwendungsbereich, Stereospezifität, keine störenden Nebenprodukte und die 

Verwendung gut verträglicher oder leicht entfernbarer Lösungsmittel. In der Natur wird 

beispielsweise Wasser als „das“ Lösungsmittel für Reaktionen verwendet, weswegen 

Click-Reaktionen im Idealfall wasser- und sauerstoffunempfindlich sein sollen. Die 

Click-Chemie wurde im Hinblick auf die obengenannten Aufforderungen entwickelt und 

sollte die meisten Anforderungen erfüllen. Die prominenteste Click-Reaktion basiert 

auf der 1,3-dipolaren Cycloaddition zwischen Aziden und Alkinen, deren Mechanismus 

1963 durch Huisgen an der Ludwig-Maximilians-Universität aufgeklärt wurde.[171, 172] 

Diese Reaktion, die unkatalysiert ausschließlich bei hohen Temperaturen unter langen 

Reaktionszeiten abläuft, bildet eine Mischung aus zwei Isomeren: 1,4- und 1,5-

substituierten Triazolen (Abbildung 10).[173] 

 

 

 

Abbildung 10: Huisgen-Reaktion. Die Reaktion zwischen dem Azid und dem Alkin resultiert in einer 

Zusammensetzung von 1,5- und 1,4-substituierten Triazole.[173] 

Durch den Einsatz von Kupfer(I)-Verbindungen als Katalysator, beschrieben 2002 

durch Meldal[174] und Sharpless[175] wurden diese Probleme behoben. Der Cu(I)-

Katalysator kann dabei entweder aus Cu(I)-Salzen wie CuBr oder CuI [174, 176] oder 

durch eine in-situ-Reduktion von Cu(II)-Verbindungen (z.B. durch Reduktion von 

CuSO4 durch Natriumascorbat) oder durch Oxidation von elementarem Kupfer 

hergestellt werden.[175, 177-184] Der Einsatz des Cu-Katalysators bewirkt neben einer 

beträchtlichen Erhöhung der Reaktionsgeschwindigkeit auch die regioselektive 

Bildung des 1,4-suubstituierten Reaktionsprodukts. Darüberhinaus ermöglicht der 

Katalysator eine Durchführung der Reaktion bei Raumtemperatur. Die Kupfer-(I)-

katalysierte Alkin-Azid-Cycloaddition (CuAAC) wird als die „Elite-Reaktion“ der Click-

Chemie bezeichnet und zur Vereinfachung „Click-Reaktion“ genannt (Abbildung 11), 

da sie hohe Ausbeuten liefert und in der Regel einfache Möglichkeiten zur Aufreinigung 

des Reaktionsprodukts erlaubt. Nicht nur die Reaktionsbedingungen der CuAAC sind 

vorteilhaft, sondern auch die Eigenschaften der Ausgangsmaterialien. Diese (Alkine 

und Azide) sind unter physiologischen Bedingungen pH-neutral. Die durch die 
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Reaktionspartner bedingte Bioorthogonalität ist ein weiterer großer Vorteil der 

Reaktion. Die CuAAC-Reaktion wird in vitro zur Modifikation von Biomolekülen, z.B. 

Proteinen[185], Peptide[186] verwendet oder in vivo eingesetzt z.B. zur Modifikation von 

in Zelloberflächen[187] sowie  zur Derivatisierung von Biomolekülen an lebenden Zellen 

und Viren[188].  

 

 

 

Abbildung 11: Click-Reaktion. Ein Kupfer(I)-Spezies katalysiert die Cycloaddition zwischen dem Azid 

und dem Alkin. Die Kupfer(I)-katalysierte Alkin-Azid-Cycloaddition (CuAAC) ist das prominenteste 

Beispiel für eine Click-Reaktion.[174, 175] 

Die CuAAC wurde zur Markierung und Modifizierung von Biomolekülen mittels 

Biokonjugation verwendet. Die Anwendungen reichen dabei von der Herstellung 

neuartiger Nanostrukturen bishin zur Entwicklung neuer effizienter Wirkstoffe. Ein 

wichtiges Beispiel dafür ist die Anwendung der CuAAC für die Modifikation von 

Nukleinsäuren. Dieses erfolgte in der Gruppe von Prof. Thomas Carell, in der 

zahlreiche CuAAC-basierte Methoden im Rahmen der Nukleinsäurechemie entwickelt 

wurden, die weitere Möglichkeiten für die Diagnostik genetischer Erkrankungen 

bieten.[189] Eine offensichtliche Schwierigkeit liegt dabei in der Notwendigkeit zur 

raschen Reduktion von Cu(II)-Ionen zu Cu(I) und dessen Komplexierung. Unter nicht 

komplexierenden Bedingungen kann Cu(I) DNA-Schäden verursachen und somit 

toxisch auf die Zelle wirken.[190] Mit der Verwendung von Liganden[191, 192] wie Tris[(1-

benzyl-1H-1,2,3,-triazol-4-yl)methyl]amin (TBTA)[188, 193] oder dem wasserlöslichen 

Tris(3-hydroxypropyltriazolylmethyl)amin (THPTA)[193] wird die Komplexierung effizient 

ermöglicht. Die Liganden stabilisieren die Cu(I)-Ionen und beugen deren Oxidation zu 

Cu(II) vor. 

Im Jahr 2006 gelang es der Gruppe um Prof. Carell, verschiedene Alkin-modifizierte 

Phosphoramidite (Alkin-PAs) bzw. Alkin-modifizierte Desoxynukleotidtriphosphate 

(Alkin-dNTPs) zu synthetisieren und in Oligonukleotide[17] bzw. in Doppelstrang-DNA 

(dsDNA)[194, 195] zu inkorporieren. Die Modifikation der Alkin-dNTPs erfolgte entweder 

an Position 5 der Pyrimidine oder Position 7 von Desazapurinen. Der Einfluss dieser 

Basenmodifikationen auf die physikalischen Eigenschaften der damit synthetisierten 
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DNA wurde als gering eingestuft.  Die Struktur und Stabilität der DNA-Duplex sowie 

deren Hybridisierungseigenschaft blieben fast unverändert. Es wurde lediglich eine 

unbeträchtliche Abweichung des Schmelzpunkts festgestellt, der einen geringen 

Anstieg zeigte. Je nach Bedarf können die Basen entweder mit Ethinyl- oder 

Octadiinyleinheiten modifiziert werden. Ist eine mehrfache Markierung der DNA oder 

der Oligonukleotide erwünscht, so sind Ocadiinyl-Basen bzw. Octadiinyl-triphosphate 

besser geeignet als Ethinyl-Basen bzw. Ethinyl-Triphosphate. Grund dafür ist, dass 

durch die langen Seitenketten der Octadiinyleinheiten eine geringere sterische 

Hinderung der CuAAC auftritt. 

Die Herstellung dieser Oligonukleotide erfolgte mittels Standard-DNA-

Festphasensynthese, bei der auch Alkin-modifizierte Phosphoramidite (PAs) 

eingebaut werden können. Der Click-reaktive Marker kann einbeliebiges Azid sein, 

z.B. ein Fluorophor-Azid [196][197]. Markierte Oligonukleotide können grundsätzlich auf 

zwei verschiedenen Wegen hergestellt werden: Durch prä-synthetische oder post-

synthetische Markierung (Abbildung 12).[19] Bei der post-synthetischen Markierung 

werden Alkin-Phosphoramidite während der Festphasensynthese verwendet. 

Anschließend werden Markerazide durch CuAAC mit den Alkinen zur Reaktion 

gebracht. Bei der prä-synthetischen Markierung hingegen werden die mit einem 

Marker versetzten Phosphoramidite direkt in der Festphasensynthese in das 

Oligonukleotid eingebaut. Somit entstehen fertige „ready-to-use“-Oligonukleotide. Um 

CuAAC-geeignete Oligonukleotide herzustellen werden in der Regel Alkin-

modifizierten und nicht die Azid-modifizierten PAs verwendet. Der Einbau Azid-

modifizierter PAs stellt ein Problem dar, da das Phosphor(III)-Zentrum des 

Phosphoramidites die Azidgruppe reduzieren kann.[18] 
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Abbildung 12: prä- und post-Synthese. A) Die bereits markierten Nukleotide werden entweder 

enzymatisch oder durch Festphasensynthese in die neu-synthetisierte DNA inkorporiert. B) Die 

Nukleotide, die entweder mit einem Alkin oder mit einem Azid modifiziert sind, werden in die DNA 

inkorporiert und anschließend mit einem Farbstoff durch CuAAC-Reaktion markiert.[19] 

Die Herstellung von mit Alkingruppen (Alkin-DNA) modifizierten dsDNA-Sequenzen, 

kann enzymatisch via PCR durchgeführt werden. Für den Einbau von Alkin-dNTPs 

wurden drei verschiedene thermostabile „Typ B“ Polymerasen identifiziert: Die 

Themococcus litoralis (Deep-Vent-exo--), Pyrococcus woesei (Pwo-) und 

Thermococcus kodakaraensis (KOD-XL)-Polymerasen[194]. Carell et al. konnten DNA-

Sequenzen bis zu einem 2000-mer mit vollständigem Ersatz der natürlichen 

Desoxycytidintriphosphate (dCTPs) durch Alkin-Desoxycytidintriphosphate via PCR 

herstellen. Diese Sequenz konnte anschließend mit 887 Galaktoseaziden durch 

CuAAC markiert werden.[195] 

Es wurde auch untersucht, ob eine Alkin-modifizierte DNA-Sequenz mit drei 

unterschiedlichen Azid-modifizierten Molekülen via CuAAC markiert werden kann. 

Eine sequenzielle Markierung durch Verwendung unterschiedlich geschützter Alkine 

ermöglichte dabei die gewünschte Selektivität. Dabei wurden ein Trimethylsilyl- (TMS), 

sowie ein Triisopropylsilyl- (TIPS) geschütztes 5-Alkin-2´-desoxycytidin und auch ein 

ungeschütztes Alkin-Uridin synthetisch in einen DNA-Strang inkorporiert. Die erste 

CuAAC erfolgte an dem ungeschützten Uridinderivat. Nach dem Entschützen der 

zweiten Alkinfunktionalität durch Entfernen der TMS-Gruppe konnte die nächste 

CuAAC durchgeführt werden. Die dritte CuAAC war möglich, nachdem die TIPS-
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Schutzgruppe entfernt wurde. Somit konnte eine sequenzielle Markierung einer DNA-

Sequenz mit drei unterschiedlichen Markern realisiert werden.[18] 

Die Markierung von Oligonukleotiden und dsDNA durch die CuAAC-Reaktion war ein 

Meilenstein in der Oligonukleotid-Synthese. Eine hohe Flexibilität in der Herstellung 

mehrfach- und unterschiedlich-markierter DNA war damit gewährleistet. Diese 

hochmarkierten Sequenzen waren nicht nur unkompliziert herstellbar, auch deren 

Aufreinigung war äußerst einfach. Eine Ausbeute von bis zu 90% konnte durch eine 

einfache EtOH-Fällung erreicht werden. Die gesamte Reihe an Vorteilen der CuAAC 

an DNA sprach dafür, dass diese Methode bestens für DNA-basierte molekulare 

Diagnostik geeignet ist. 

1.4.1. CuAAC für den Proliferationsassay 

Der Zellzyklus findet zwischen zwei Zellteilungen statt und beinhaltet die Replikation 

der DNA und deren Teilung an die Tochterzellen. Er besteht aus zwei Phasen: Der 

Interphase, die die G1-, S-, G2-Phasen beinhaltet, und der M-Phase, die in Mitose 

(nukleare Zellteilung) und Zytokinese (Zellteilung) unterteilt ist. In der G1-Phase wird 

die Zelle für die Replikation durch Synthese der notwendigen Enzyme vorbereitet. Die 

DNA kann nur in der nachfolgenden S-Phase (Synthesephase) synthetisiert werden. 

Dabei werden die Chromosomen repliziert und verdoppelt. In der G2-Phase wird die 

Zelle auf die Mitose vorbereitet. Die M-Phase schließt den Zellzyklus ab. Nachdem die 

Kernteilung beendet ist, erfolgt die Zytokinese (Abbildung 13).[198] 
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Abbildung 13: Schema des Zellzyklus. Die Interphase beinhaltet drei verschiedenen Phase: die G1-, 

G2-und S-Phasen (Synthese-Phase). Die G2 ist von der M-Phase (Mitose) gefolgt, am dessen Ende die 

Zelle sich teilt.[198]  

Im Zellzyklus gibt es außerdem zwei Hauptkontrollmechanismen zur Feststellung von 

DNA-Schäden: Eine Kaskade von Protein-Phosphorylierung durch hoch regulierten 

Enzyme aus der Kinase-Familie und ein Satz von „Check points“.[199] Wird die DNA in 

der G1-Phase z.B. durch ein Mutagen, Oxidation, Alkylierung, Hydrolyse, UV-Licht 

oder ionisierende Strahlung beschädigt oder fehlen ihr Nukleotide, so verzögert das 

Protein p53 den Eintritt in die S-Phase.  

Gelingt es den DNA-Reparatursystemen nicht, die Schäden zu beseitigen, kommt es 

zum genetisch programmierten Zelltod, der sog. Apoptose. Nicht jede Reparatur kann 

allerdings den ursprünglichen Zustand unverändert wiederherstellen. Es besteht auch 

die Möglichkeit, dass Mutationen erhalten bleiben, die in bestimmten Kombinationen 

sogar Krebs -also eine unkontrollierte Zellproliferation- verursachen können.[200]  

Die Analyse des Zellzyklus ermöglicht es, Zellpopulationen anhand ihrer Phasen zu 

unterscheiden und sogar Defekte im Zellzyklus zu entdecken. Heutzutage werden als 

Hauptanalysemethoden, die Fluoreszenzmikroskopie oder die Durchflusszytometrie 

verwendet. Mittels der Fluoreszenzmikroskopie kann nur zwischen Interphase und M-

Phase unterschieden werden, wohingegen der Durchflusszytometrie die 

Unterscheidung zwischen den G1-, S- und G2+M-Phasen möglich ist.[132]  

Für die Detektion der Zellproliferation wird zunächst die DNA modifiziert. Dies erfolgt 

traditionell durch die Zugabe von Nukleosid-Analoga, wie z.B. tritiumhaltiges [3H]-

Thymidin oder 5-Bromo-2’-desoxyuridin (BrdU)[201] (Abbildung 14a und 14b) während 

der Replikation der Zellen. Anschließend wird deren Inkorporation in die DNA 
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detektiert. Das geschieht entweder autoradiographisch oder unter Verwendung von 

anti-BrdU-Antikörpern.  

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 14: Thymidin-Derivat zur Detektion der Zellproliferation. a) Tritiumhaltiges [3H]-Thymidin. b) 

5-Bromo-2’-desoxyuridin (BrdU). c) 5´-Ethinyl-2´-Desoxyuridine. 

Diese Analysemethoden haben allerdings einige Nachteile. Zum einen sind 

Autoradiographieverfahren langsam und daher nicht für eine Detektion mit hohem 

Durchsatz geeignet, zum anderen wirkt die radioaktive Strahlung des 

Tritiumsubstituenten potentiell gesundheitsschädlich. Der größte Nachteil beim 

Markieren mit BrdU ist, dass die bromierten Nukleosid-Einheiten durch 

doppelsträngige DNA maskiert werden. Daher muss die DNA zunächst denaturiert 

werden, um einen Zugang für die anti-BrdU-Antikörper zu ermöglichen. 

Eine gute Alternative für die Markierung stellt der 5´-Ethinyl-2´-desoxyuridin (EdU)-

Proliferationsassay dar, da mit dieser Vorgehensweise die Schwächen der anderen 

Methoden vermieden werden können. Das Thymidin-Analogon EdU (Abbildung 14c) 

wird während der DNA-Synthese in die neu entstehende DNA inkorporiert, allerdings 

beruht der EdU-Assay im Vergleich zum BrdU-Assay nicht auf Antikörpern, weswegen 

keine DNA-Denaturierung erforderlich ist. Die Detektion und Quantifizierung der neu-

synthetisierten DNA beruht auf der Markierung der inkorporierten Alkin-Modifikationen 

in fixierten und permeabilisierten Zellen mit einem Farbstoffazid durch CuAAC-

Reaktionen (Abbildung 15).[22] 
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Abbildung 15: Das Prinzip des EdU-Proliferationsassays. EdU wird während der DNA-Synthese in die 

neu-gebildete DNA inkorporiert. Nach dem Fixieren der Zellen erfolgt eine CuAAC mit einem 

Farbstoffazid, das unter dem Mikroskop mit der charakteristischen Wellenlänge visualisiert wird. Zellen, 

die nicht proliferiert haben, weisen keine Fluoreszenz auf und können somit von proliferierenden Zellen 

unterschieden werden.[22] 

Der EdU-Proliferationsassay wurde etabliert und an vielen verschiedenen 

Modellorganismen (z.B. an Mäusen[22], Ratten[202], Fadenwurm (Caenorhabditis 

elegans)[203], Zebrafischen[204], Hühnern[205]) getestet.[206] Außerdem ist er ein wichtiger 

Bestandteil der neurobiologischen Entwicklungsforschung, für die Entwicklung neuer 

anti-Krebsmedikamente oder der Messung der Wirkung und Toxizität 

pharmakologischer Substanzen. Jedoch limitiert die Anzahl der zu untersuchenden 

Zellen diese Methode der Proliferationsbestimmung.  
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Abbildung 16: Nachweis der Zellproliferation durch Mikroskopie. Die proliferierenden Zellen, die EdU 

in der genomischen DNA inkorporiert haben, werden mittels CuAAC mit einem Farbstoffazid versehen. 

Somit können sie detektiert, quantifiziert und von den nicht proliferierenden Zellen unterschieden 

werden. A: Die Co-Lokalisation beider Farben (grün + rot) zeigt, dass benachbarte Ethinylgruppen mit 

der gleichen Verteilung im Zellkern durch aufeinanderfolgenden Click-Reaktionen mit zwei 

unterschiedlichen Farbstoffen markiert werden können. B: Ein Vergleich zwischen den BrdU- und EdU-

basierten Methoden. Während für die Detektion des EdU nur 100 ms Belichtungszeit verwendet wurden, 

wurden für die Detektion des BrdU-Antikörpers 500 ms benutzt.[22] 

1.4.2. CuAAC für DNA- und mRNA-FISH 

Obwohl die Click-Chemie aufgrund ihrer oben beschriebenen Vorteile im 

Zusammenhang verschiedenster Verfahren untersucht und etabliert worden ist und 

auch eine potentielle Lösung für die Probleme der klassischen FISH darstellen könnte, 

wurde sie im Bezug dazu bis dato nicht intensiv verwendet. Eine ihrer bekannten 

Anwendungen ist die sogenannte Mil-FISH oder „multi-labelled oligonucleotides for 

FISH“. Diese Methode basiert auf der verwendung eines „Pools“ multimarkierter 

Oligonukleotide als Sonde. Allerdings wurde diese Methode bisher nur an Bakterien 

getestet.[207] 

Die Anwendung der Click-Chemie an dsDNA-FISH-Sonden wurde in der Masterarbeit 

der Autorin im Arbeitskreis von Prof. Andreas Houben etabliert.[208] Die Arbeit basiert 

darauf, dass Alkin-dNTPs (entweder C8-Alkin-dCTP oder C8-Alkin-dTTP) über eine 
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Polymerase-Ketten-Reaktion (PCR)[209-211] in neu-synthetisierte dsDNA-Stränge 

eingebaut werden (siehe 3.4). Somit werden die natürlichen Nukleotide durch ihre 

Alkin-modifizierten Derivate ersetzt, da die DNA-Polymerase nicht zwischen den 

natürlichen und den modifizierten dNTPs unterscheiden kann. Je nach Verhältnis der 

C8-Alkin-dCTP oder C8-Alkin-dTTP im PCR-Master-Mix werden in den neuen 

Strängen entweder die dCTPs vollständig durch 5-Octadienyl-dCTP (bzw. alle dTTPs 

durch C8-Alkin-dTTP) oder nur zur Hälfte ersetzt. Der mit Alkin-Gruppen modifizierte 

DNA-Strang, der einen bestimmten Genabschnitt in der genomischen DNA 

repräsentiert, wird dann durch eine einfache Ethanol-Fällung gereinigt. Diese dadurch 

zugänglichen, neuen CuAAC-geeigneten Sonden, die sogenannten Click-FISH-

Sonden, wurden im Rahmen dieser Arbeit erstmals an pflanzlichen Chromosomen und 

Nuklei, speziell an Roggen (Secale cereale), getestet. Das Zentromer-Gen Bilby, das 

für Roggen spezifisch ist, wurde als Ziel für die FISH festgelegt. Das Bilby-Gen enthält 

mehrere repetitive Sequenzen mit einer Länge von ca. 582 bp. Dies stellt natürlich 

einen großen Vorteil dar, da diese Sequenzen relativ klein im Vergleich zu anderen 

Genen sind. Das Markieren der Sonde mit einem Farbstoff via CuAAC erfolgte auf 

zwei unterschiedlichen Wegen: Entweder durch Click der Sonde vor der Hybridisierung 

(Click prä-Hybridisierung) oder durch Click nach der Hybridisierung (Click post-

Hybridisierung) (Abbildung 17).  
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Abbildung 17: Click-FISH: Click post- und prä-Hybridisierung. Links: Bei der Click post-

Hybridisierung werden die mit Alkin versetzten dsDNA-Sequenzen mit der komplementär genomischen 

DNA hybridisiert. Anschließend erfolgt die Click-Reaktion mit einem Farbstoffazid. Rechts: Bei der Click 

prä-Hybridisierung werden die Sonden erst in vitro mit einem Farbstoffazid versetzt. Danach erfolgt die 

in-situ-Hybridisierung (Abbildung aus der Bachelor-Arbeit von Tobias Heins). 

Das Prinzip der sogenannten Click prä-Hybridisierung beruht darauf, dass die Sonde 

erst mit einem Farbstoffazid in vitro markiert und danach mit der Ziel-DNA hybridisiert 

wird (Abbildung 18). Obwohl diese Methode gut detektierbare spezifische Signale 

liefert, sind noch immer vereinzelte Signale der Farbstoffpräzipitate zu sehen, was das 

Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis dramatisch verschlechtert. Die Limitierung dieser 

Variante liegt darin, dass die Sonden durch die starke Markierung mit den Farbstoffen 

veränderte physikalische Eigenschaften aufweisen können. Die Sonden verhalten sich 

eher wie ein Farbstoffpolymer, das einen hohen Schmelzpunkt besitzt. Das führt 

manchmal dazu, dass diese Sonden nicht denaturiert werden und demnach nicht mit 

der komplementär genomischen Ziel-DNA hybridisieren können. Wir hofften, dies 
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lösen zu können, indem die markierte Sonde vor der Hybridisierung bei der 

entsprechenden Schmelztemperatur denaturiert wird. Ein weiterer Nachteil dieser 

Vorgehensweise, der in einem aufwendigeren Waschvorgang zur Entfernung der 

ungebundenen Sonden liegt, könnte ebenfalls durch Erhöhung der 

Denaturierungstemperatur überwunden werden. 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 18: Click prä-Hybridisierung zur Visualisierung des Bilby-Gens (rot), das für das Zentromer 

von Roggen charakteristisch ist. A: Bilby-Sonden mit 50% Alkin-modifizierten dCTPs. B: Bilby-Sonden 

mit 100% Alkin-modifizierten dCTPs. 

Alternativ wird die Sonde bei der Click post-Hybridisierung, erst hybridisiert und 

anschließend in situ mit einem Farbstoffazid durch CuAAC markiert (Abbildung 19).  

Das „Proof of concept“ dieser Methode zeigte eine vergleichbare Signalintensität mit 

der Kontrolle, in der Sonden durch Nick-Translation hergestellt werden. 
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Abbildung 19: Click post-Hybridisierung zur Visualisierung des Bilby-Gens (rot). A+B: Bilby-Sonden 

mit 100% Alkin-modifizierten dCTPs. C: Kontrolle: Bilby-Sonden generiert via traditionelle Nick-

Translation. 

Beide Methoden wurden an verschiedenen Ziel-Genen in derselben Arbeitsgruppe 

weiter getestet. Um das Problem der Präzipitation zu lösen, wurden Alkin-modifizierte 

Oligonukleotide verwendet, die durch CuAAC mit zwei, drei oder vier Farbstoffaziden 

markiert worden sind (s. Abschnitt 3.3). Das führte zu einer Verbesserung des Signal-

zu-Hintergrund-Verhältnisses. Allerdings können Oligonukleotide nur bei Genen mit 

repetitiven Sequenzen verwendet werden, da sonst eine übergroße Menge von 

Oligonukleotide benötigt wird. 

Auch die Kompatibilität der Click prä-Hybridisierungsmethode mit dem EdU-

Proliferationsassay und dem immunohistologischen Assay wurde erfolgreich 

untersucht. Die Ergebnisse zeigten, dass die sogenannte Click-FISH eine verlässliche 

Methode zur Detektion repetitiver Sequenzen pflanzlicher Gene darstellt.  Diese auf 

CuAAC-basierenden Methode wurde bisher allerdings weder an menschlichen noch 

an tierischen Zellen getestet. Auch Gen-Loci ohne repetitive Sequenzen wurden bisher 

noch nicht untersucht. Nichtdestotrotz bietet die CuAAC-basierte DNA-FISH Sonden 

große Vorteile da sie nicht nur vergleichsweise einfach herstellbar sind, sondern in die 

Menge der eingebauten Farbstoffe exact eingestellt werden kann. Im Gegensatz dazu 

liefert die traditionelle enzymatische Markierungs-Methode (Nick-Translation) nur 

unkontrollierten zufallsbedingten Einbau der Farbstoffe in der Sonde. 
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2. Aufgabenstellung 

Ziel dieser Doktorarbeit war, die sehr gut etablierte Kupfer(I)-katalysierte Alkin-Azid-

Cykloaddition (CuAAC) an Nukleinsäuren, die sogenannte Click-Chemie, zu 

verwenden, um dicht markierte fluoreszierende Sonden herzustellen und sie für die 

Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung bzw. für den Proliferationsassay zu benützen. 

Dadurch sollte die Fluoreszenzsignalintensität unter dem Mikroskop und am 

Durchflusszytometer erhöht werden. Das Detektionslimit sollte auf diese Weise 

reduziert und das Signal-zu-Hintergrund-Verhältnis verbessert werden. 

Im ersten Abschnitt war zunächst Ziel, neue CuAAC-basierte FISH-Sonden für die 

Detektion von mRNA in situ zu entwickeln. Dazu sollten Sonden aus DNA-

Oligonukleotiden, die mit einem bestimmten Target-mRNA hybridisieren können, 

entworfen werden. Diese Sonden sollten mit einem fluoreszierenden Farbstoffazid 

durch eine CuAAC-Reaktion markiert und in fixierten Zellen mit dem Target hybridisiert 

werden. Zunächst sollte die Signalintensität der Fluoreszenz unter dem Mikroskop 

analysiert und optimiert werden. Schließlich sollte die Methode am 

Durchflusszytometer angewendet werden. Zum Vergleichsnachweis der Intensität 

sollten die kommerziell erhältlichen Sonden vom Marktführer benutzt werden. 

 

Die zweite Aufgabe in dieser Arbeit war, den kommerziell erhältlichen 

Zellproliferationsassay so zu verbessern, dass eine größere Menge an proliferierenden 

Zellen detektiert werden kann, als bisher möglich war. Darunter fallen Zellen, die erst 

die S-Phase zum Zeitpunkt der Fixierung begonnen haben. Dazu sollten neue 

Dendrimere synthetisiert werden, die entweder Alkyne oder Azide aufweisen. Diese 

neuartigen Dendrimere sollten durch die CuAAC-Reaktion eine Art Sandwich 

zusammen mit der DNA und dem Farbstoff bilden, um eine mehrfache Bindung des 

Farbstoffs und somit eine Verstärkung der Signalintensität zu realisieren. Als 

Vergleichsnachweis sollte das kommerziell erhältliche EdU-Proliferationskit benutzt 

werden. 
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3. Veröffentlichte Arbeiten 

3.1.  “Supersensitive Multifluorophore RNA-FISH for Early 
Virus Detection and Flow-FISH Using Click Chemistry” 

 

N. Raddaoui#, S. Croce#, F. Geiger, A. Borodavka, L. Möckl, S. Stazzoni, B. Viverge, 

C. Bräuchle, T. Frischmuth, H. Engelke, T. Carell, ChemBioChem 2020, 21, 1–6. 

# geteilte Erstautorenschaft 

Prolog 

Genexpression variiert stark zwischen den einzelnen Zellen.[212, 213]  Die Analyse des 

Transkriptionszustandes einzelner Zellen in komplexen Zusammenhängen kann am 

besten mit der RNA-Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung (RNA-FISH) durchgeführt 

werden.[214] Diese Technologie ermöglicht nicht nur die Quantifizierung von 

Transkriptionsereignissen in einzelnen Zellen, sondern auch die Untersuchung des 

Lokalisationsmusters der einzelnen RNA-Moleküle innerhalb der Zelle.[21, 130, 215, 216] 

Die Lokalisierung der Transkripte wird durch weitgehend nicht vollständig verstandene 

Mechanismen erreicht[94-96, 217], aber es ist ein Prozess, der es den Zellen erlaubt, die 

Übersetzung der Transkripte und damit die Proteinherstellung zu regulieren.[218-221] 

Heute ist die RNA-FISH eine gefragte Technologie, die mit verschiedenen Methoden 

durchgeführt werden kann (siehe Abschnitt 1.3.3). Die prominente Variante basiert auf 

der Verwendung mehrerer Anti-Sense-DNA-Stränge, die etwa 22 nt lang sind. Jeder 

Strang trägt ein fluoreszierendes Fluorophor.[21] Typischerweise sind etwa 48 dieser 

Einzelstrang-DNA (ssDNA)-Sonden (Sondenset), die am 3´-Ende eine Aminogruppe 

tragen, mit dem fluoreszierenden Fluorophor gekoppelt, der einen NHS-Ester trägt. 

Nach der Aufreinigung mittels HPLC werden die gemischten ssDNA-Sonden zur 

Hybridisierung mit der komplementären messenger-RNA (mRNA) in fixierten und 

permeabilisierten Zellen gegeben. Die benötigte große Anzahl von DNA-Strängen führt 

zu einer signifikanten Off-Target-Färbung und das erhaltene Signal-Rausch-Verhältnis 

ist daher gering. Um aussagekräftige Daten zu erhalten, ist eine spezielle 

Dekonvolutionssoftware erforderlich, die die Analyse der behandelten Zellen mittels 

Durchflusszytometrie erschwert. Darüber hinaus werden die vielen DNA-Sonden 

umständlich einzeln hergestellt. Ihre Kopplung mit dem Farbstoff sollte so schnell wie 

möglich erfolgen, um die Zersetzung der aktivierten Estergruppen vom Farbstoff zu 
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verhindern. Die gekoppelten Oligonukleotide müssen darüberhinaus mittels HPLC 

gereinigt werden, um die markierten von den unmarkierten Oligonukleotide zu trennen. 

In diesem Abschnitt der Doktorarbeit berichten wir, dass ein FISH-Sondenset für 

mRNA, bei dem jede Sonde drei Fluorophore statt nur einem enthält, mit der CuAAC-

Reaktion leicht hergestellt werden kann. Die neue Technik könnte viele der mit der 

modernen RNA-FISH verbundenen Probleme lösen. Wir konnten Transkripte mit nur 

10 CuAAC-markierten Sonden visualisieren. Die neuen Sonden ermöglichen die 

Quantifizierung der Transkripte und deren Lokalisierung mittels Mikroskopie und sogar 

deren Quantifizierung mittels Durchflusszytometrie. 

Autorenbeitrag 

Für dieses Projekt habe ich die Zellkulturexperimente für die Mikroskopie und teilweise 

für die Durchflusszytometrie durchgeführt. Das designen der Sonden, die 

Clickreaktionen sowie das Fixieren, Permeabilisieren und FISH, teilweise die 

Bearbeitung der Mikroskopiebilder wurden von mir ausgeführt. Stefano Croce hat die 

FACS-Experimente durchgeführt. Leonhard Möckl und Florian Geiger haben das 

Mikroskopieren und die Auswertung der Mikroskopiedaten übernommen. Die 

Interpretation der erhaltenen Daten wurde von den Erstautoren, zusammen mit Prof. 

Thomas Carell gemeinsam vorgenommen. Alexander Borodavka hat die 

Virusexperimente durchgeführt. 
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3.2. “Dendrimer-based Signal Amplification of Click-Labelled 

DNA in situ” 

 

N. Raddaoui#, S. Stazzoni#, L. Möckel, F. Geiger, H. Engelke, C. Bräuchle, T. Carell, 

ChemBioChem 2017, 18 (17), 1716–1720. 

# geteilte Erstautorenschaft 

Prolog 

Das EdU-Proliferationsassay, das bereits etabliert ist und an vielen verschiedenen 

Modellorganismen getestet wurde, ist unabdingbar für die Forschung und Entwicklung 

sowie für die molekulare Diagnostik. Er wird zum Beispiel für das Testen von 

Wachstumsfaktoren, Krebsmedikamenten oder für die Messung toxikologischer 

Wirkung eines bestimmten Stoffs verwendet. Dabei wird das Ethinyl-dU (EdU) in das 

Wachstumsmedium der Zellkultur zugegeben. Während der Zellteilung bzw. DNA-

Synthese, wird das EdU in die neu-synthetisierten DNA inkorporiert. Je nach Zelllinie, 

werden die Zellen nach zwei Stunden mit Paraformaldehyd fixiert, damit Ihre 

Morphologie bleibt. Nach der Permeabilisation der Zellmembrane mittels eines 

Detergenz erfolgt eine CuAAC zwischen dem EdU und einem fluoreszent 

Farbstoffazid. Die markierten EdU und dadurch die neu synthetisierte DNA können 

unter einem Fluoreszenz-Mikroskop detektiert werden. Das Detektionslimit des Assays 

weist allerdings eine große Schwäche: langsam proliferierende Zellen und Zellen, die 

sich noch nicht ausreichend in der S-Phase befinden, können nicht detektiert werden. 

Grund dafür ist die Limitierung der Markierung mit dem Farbstoff, die wiederum an der 

Anzahl der EdU limitiert ist. Dies hat gravierende Konsequenzen auf die Auswertung 

der Daten. Es können falsche positive Ergebnisse entstehen, was für die 

Weiterentwicklung der Wirkstoffe schwerwiegende Ausgängen mit sich bringt. In 

diesem Projekt wurde die Sensitivität des EdU-Assays mittels Click-reaktive 

Dendrimere auf zwei Wege erhöht: der doppel-Click und der dreifach-Click Ansatz. Die 

inkorporierten EdUs können im ersten Schritt mit einem Dendrimerazid via CuAAC 

gekoppelt werden gefolgt von einer zweiten CuAAC mit einem Farbstoffalkin. Bei dem 

triple-Click Ansatz wird erst ein Dendrimerazid an das EdU gekoppelt. Nach einer 

zweiten CuAAC mit einem weiteren Dendrimeralkin erfolgt die dritte CuAAC mit einem 

Farbstoffazid. Somit stehen pro inkorporiertes EdU drei bzw. neuen potentielle 
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Bindungsstellen für den Farbstoff. Mit Beiden Ansätzen konnte die Sensitivität des 

EdU-Assays erhöht werden und das Signal zu Hintergrund Verhältnis gemindert 

werden. 

Autorenbeitrag 

Für dieses Projekt habe ich alle Zellkulturexperimente durchgeführt. Die 

Fütterungsexperimente mit EdU sowie das Fixieren und Permeabilisieren wurden von 

mir ausgeführt. Die bereits entwickelte in-situ-Click-Reaktion wurde für diese 

Experimente von mir wie folgt weiterentwickelt: Zum einen wurden die optimalen 

Konzentrationen der Dendrimere sowie der Farbstoffalkine für die CuAAC in situ durch 

screeningstests bei beiden Ansätzen festgelegt. Zum anderen wurden die 

Waschschritte optimiert, so dass die Hintergrundfluoreszenz sinkt. Die 

Mikroskopiebilder wurden von mir bearbeitet. Die High-Throughput-

Screeningsexperimente habe ich durchgeführt und die dazu gehörigen Ergebnisse 

ausgewertet. Die Interpretation der erhaltenen Daten wurde von den Erstautoren, 

zusammen mit Thomas Carell gemeinsam vorgenommen. Eine weitere Auflistung des 

Beitrags der anderen Autoren ist im folgenden Manuskript zu finden. 

Lizenz 

Kopie der Publikation mit Erlaubnis des Verlags; Copyright 2017 Wiley-VCH Verlag 

GmbH & Co. KGaA, Weinheim.   
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4. Ausblick 

Das Konzept der Verwendung der Dendrimere für das EdU-Proliferationsassay hat 

sich für die mikroskopische Untersuchung der Zellteilung als wegweisend 

herausgestellt. Dennoch muss die Dendrimer-basierte Untersuchung der 

Zellproliferation in weiteren Arbeiten überdacht und optimiert werden. Gerade die 

Anwendung dieser Methode für die Durchflusszytometrie bietet ein großes Potential 

für die schnelle und effiziente Analyse der Zellzyklen. Auch andere Modellorganismen 

sowie z.B. Pflanzen oder e. coli oder gar ganze Mäuse können getestet werden. Ein 

weiterer Punkt ist die Synthese effizienter Farbstoffe, die erst nach der Click-Reaktion 

mit dem Alkin fluoreszieren. Somit wird sichergestellt, dass die Hintergrund-

Fluoreszenz gering bleibt oder gar verschwindet. Das könnte dazu führen, dass nur 

noch spezifische Signale detektiert werden. 

Die neue auf CuAAC-basierte mRNA-FISH-Methode sollten in der Zukunft nicht nur 

das Detektionslimit heruntersetzen, sondern auch weitere zahlreiche Probleme lösen. 

Ein Problem ist z. B. die diagnostische Lücke, die die Zeit zwischen einer viralen 

Infektion und Ihrer Diagnosis darstellt, zu minimieren oder gar zu schließen. Somit 

könnte z. B. eine HIV-Infektion aus einer Blutprobe in kurzer Zeit nachgewiesen und 

die Therapie in einem früheren Stadium angefangen werden. Ein weiterer Einsatz wäre 

die Diagnose der Minimalresterkrankungen, die die restmutierten Krebszellen 

darstellen.  Diese Zellen haben die Fähigkeit, eine Therapie zu überleben, da sie durch 

die existierenden Nachweismethoden nicht detektiert werden können. Durch das 

Verbessern der Detektion könnten sehr geringe Mengen an kranken Zellen detektiert, 

Therapien rasch angepasst und die 5-Jahre-Überlebensrate verkürzt werden. 

Ebenfalls könnten hier verbesserte Farbstoffazide das Signal-zu-Hintergrund-

Verhältnis erhöhen, sodass falsch-positive Ergebnisse ausgeschloßen werden. 
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5. Abkürzungen 
 

 

%  Prozent; 10-2 

°C  Grad Celsius 

Abs.  Absorption 

äq.   Äquivalent(e) 

a.u.  Absorptionseinheit (engl: absorption unit) 

BSA  Bovines Serumalbumin  

bp   Basenpaar 

BrdU  5-bromo-2'-deoxyuridine 

bzw.  Beziehungsweise 

ca.  circa 

CuAAC Cu(I)-Katalysierte Alkin-Azid-Cykoaddition 

dd.  doppel destilliert 

d   Tage 

D  Farbstoff (engl.: Dyes) 

DMEM  Dulbecco’s modified Eagle Medium 

DMSO  Dimethylsulfoxid 

DNA  Desoxyribonukleinsäure (engl.: Deoxyribonucleic acid) 

DNase Desoxyribonuklease 

dNTP  Desoxynucleosidtriphosphat 

dsDNA doppel strang DNA 

EdU  Ethynyl-2´-desoxyuridine 

Engl.  Englisch 

eGFP  grün fluoreszierendes Protein (engl.: enhanced Green Fluorescent 

Protein) 

EtOH  Ethanol 

FACS  fluorescent activated cell sorting 

FISH  Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung 

g  Gramm 

h  Stunde 

HOAc  Essigsäure 

HPLC  high performance liquid chromatography 
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In vitro lateinisch: „im Glas“ 

In vivo  lateinisch: „im Lebendigen“ 

In situ  lateinisch: „am Ort“ 

kb  Kilobasen (1000 Basen) 

MALDI-TOF  matrix assisted laser desorption ionisation – time of flight 

MeCN  Acetonitril 

-mer  von griechisch meros = Teil 

MeOH  Methanol 

mRNA  messenger ribonucleic acid 

nm  Nanometer 

nmol  Nanomol 

nt  Nukleotid 

ODN  Oligodesoxynukleotid 

PBS  Phosphate buffered saline 

PCR  Polymerase-Ketten-Reaktion (engl.: Polymerase Chain Reaction) 

PFA  Paraformaldehyde 

q-PCR Quantitative PCR 

RNA  Ribonukleinsäure (engl.: ribonucleic acid) 

RT   Raumtemperatur 

RT-PCR Echt-Zeit-PCR (engl.: Real Time PCR) 

s oder sec Sekunde(n) 

SDS  Natrium-Dodecyl-Sulfat (engl.: sodium dodecyl sulfate) 

ssDNA single strang DNA 

T   Temperatur 

t-BuOH tert-Butanol 

TBTA  Tris[(1-benzyl-1H-1,2,3-triazol-4-yl)methyl]amin) 

U  Enzymeinheiten (engl.: Units) 

UV   Ultraviolett 

µ  Mikro; 10-6 

z.B.   zum Beispiel 
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