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1 Einleitung 

 Motivation – Atherosklerose und die Rolle von Lipiden 1.1

Kardiovaskuläre Erkrankungen sind die häufigsten, natürlichen Todesursachen auf der 

Welt (1). Zu den Risikofaktoren zählen verhaltensbezogene Faktoren, wie zu wenig 

Bewegung, ungesunde Ernährung sowie Alkohol- und Tabakkonsum. Der Krankheits-

prozess entwickelt sich oft schleichend über Jahrzehnte ohne Symptome und wirkt sich erst 

im höheren Alter aus, im schlimmsten Fall in Form von Herzinfarkt oder Schlaganfall. 

Durch Veränderungen im Lebensstil können Risiken erfolgreich minimiert und das 

Fortschreiten der Krankheit verhindert werden. Eine Früherkennung, zu einem Zeitpunkt 

an dem sich noch keine Symptome äußern, kann die Prognose und Therapie der Patienten 

deutlich verbessern (2). Über drei Viertel der Todesfälle kommen in Ländern mit mittlerem 

bis geringem Einkommen vor, da der Zugang zu Gesundheitssystemen zur Früherkennung 

fehlt. Ein nicht zu vernachlässigender Faktor ist die alternde Gesellschaft, wodurch mehr 

Fälle akut werden und auch die finanzielle Belastung für das Gesundheitssystem steigt. 

Die Atherosklerose ist die prominenteste unter den kardiovaskulären Erkrankung und zählt 

zu den Hauptursachen für Schlaganfälle und Herzinfarkte (3). Atherosklerotische 

Ablagerungen innerhalb der Arterienwände können zur Reduzierung des Blutflusses oder 

zum kompletten Verschluss des Blutgefäßes führen. Der Prozess beginnt durch 

Fehlfunktionen des Endothels, wodurch sich die Permeabilität der Arterieninnenwand für 

Zellen und andere Partikel erhöht. Unter anderem werden Monozyten aus der Blutbahn 

durch Botenstoffe angelockt, die aufgrund einer Verletzung oder Dysfunktion des 

Endothels ausgesandt werden (4). Im subendothelialen Bereich der Arterienwand 

differenzieren sie zu adhärenten Makrophagen, welche eine wichtige Rolle in der 

unspezifischen Immunabwehr des Körpers spielen. Durch Phagozytose nehmen 

Makrophagen neben Bakterien auch Lipide in Form von Lipoproteinen und Reste 

abgestorbener Zellen auf. Die Lipide werden in der Zelle verstoffwechselt oder im 

Zytoplasma als Lipidtropfen gespeichert. Lipidtropfen sind wichtige zelluläre Organellen, 

über deren Rolle vieles unbekannt ist. Die Hypothese zur Entstehung der Tropfen am 

endoplasmatischen Retikulum (ER) ist mittlerweile etabliert, die genaue Bildung und das 

Wachstum ist aber nach wie vor unklar (5). 
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Es wird angenommen, dass das Fortschreiten der Atherosklerose durch hohe Lipidspiegel 

im Blutstrom gefördert wird, da bei Überangebot unverhältnismäßig viele Lipidtropfen in 

Makrophagen gebildet werden. Makrophagen transformieren zu Schaumzellen, wenn das 

Zytoplasma vollständig mit Lipidtropfen gefüllt ist. Letztendlich führt dies zum Zelltod 

und die freigesetzten Zellbestandteile können lipidhaltige Plaqueablagerungen im 

subendothelialen Bereich der Arterienwände bilden. Die Schaumzellbildung von 

Makrophagen gilt daher als ein frühes Merkmal der Atherosklerose. 

Da Lipide hydrophob sind, bedarf es besonderer Transportwege, um diese in der Blutbahn 

zu transportieren. Lipoproteine sind die Hauptträger von Lipiden im Blutstrom. Sie 

bestehen aus einer Phospholipidmembran mit eingebetteten Proteinen und einem 

lipidhaltigen Kern bestehend aus Triglyceriden, Cholesterolestern und Cholesterol. 

Basierend auf dem Protein- und Lipidanteil werden Lipoproteine aufgrund ihrer Dichte 

klassifiziert. Lipoproteine sehr geringer Dichte (VLDL, engl. very-low-density lipoprotein) 

werden in der Leber produziert, in die Blutbahn abgegeben und können über Lipasen zu 

Lipoproteinen geringer Dichte (LDL, engl. low-density lipoprotein) umgewandelt werden. 

Letztere werden vornehmlich durch rezeptorvermittelte Endozytose im Gewebe von 

Zellen, wie zum Beispiel Makrophagen, aufgenommen und verstoffwechselt. 

Überschüssiges Cholesterin kann über Lipoproteine hoher Dichte (HDL, engl. high-density 

lipoprotein) wiederum aus den Zellen zurück in die Leber transportiert werden (3). Im 

Falle einer endothelialen Dysfunktion der Arterienwand kann LDL leicht in den 

subendothelialen Bereich eindringen und dort durch extrazelluläre Proteine und reaktive 

Sauerstoffspezies (ROS, engl. reactive oxygen species) oxidiert oder enzymatisch 

modifiziert werden (4). Durch die Modifikation des LDL wird der rezeptorabhängige 

Aufnahmeweg in Makrophagen verändert. Anstatt an den LDL-Rezeptor (LDLR), bindet 

oxidiertes LDL (oxLDL) an scavenger-Rezeptoren, wie zum Beispiel LOX-1 und CD36 

(6). Die Aufnahme erfolgt im Gegensatz zum Aufnahmeweg des nativen LDL über den 

LDLR unkontrolliert und ohne zellulären Rückkopplungsmechanismus, der Aufnahme und 

Efflux gleichmäßig steuert. Bei einem Überangebot von oxLDL nehmen Makrophagen 

somit zunehmend mehr auf, bis letztlich toxische Lipidwerte erreicht werden. Das 

Zusammenspiel zwischen Makrophagen und oxLDL ist daher ein bedeutender Schritt bei 

der Entstehung der Atherosklerose. 
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Neben dem Lipoproteintransportweg können Lipiden auch über Strukturproteine wie 

Albumin im Blut transportiert werden. Beide Transportwege sind schematisch in 

Abbildung 1 aufgeführt. Freie Fettsäuren werden an Albumin, das am häufigsten 

vorkommende Protein im Blut, gebunden. In unmittelbarer Nähe zur Zellmembran wird 

die Fettsäure freigesetzt und kann durch Transmembranproteine, wie zum Beispiel CD36 

und FATPs, oder direkt durch die Lipidmembran in die Zelle gelangen (7). Dort steht die 

Fettsäure zur Metabolisierung und Speicherung zur Verfügung. Der Transport über LDL 

ist dagegen, wie oben beschrieben aufgrund der endozytotischen Aufnahme deutlich 

komplexer. Bindet LDL beziehungsweise oxLDL an einen passenden Rezeptor, werden die 

Partikel über Abschnürungen in der Zellmembran eingeschlossen und in den entstehenden 

intrazellulären Vesikeln zersetzt. Letztendlich wird der lipidhaltige Inhalt freigegeben, 

wobei es sich in der Regel nicht um freie Fettsäuren sondern um Triglyceride oder 

Cholesterolester handelt. Erst wenn das endozytotische Vesikel abgebaut wurde, können 

die Lipide in Lipidtropfen abgespeichert werden. Dabei werden die Triglyceride gespalten 

und während der Inkorporation in die Lipidtropfen neu verestert. Auch unabhängig von 

Rezeptoren kann LDL, insbesondere aggregierte LDL-Partikel, endozytotisch 

aufgenommen werden (4). Lipoproteinlipasen, die von Makrophagen exprimiert werden, 

können ebenfalls eine endozytotische Aufnahme auslösen indem sie eine Verbindung 

zwischen LDL und Proteoglykanen auf der Zellmembran herstellen (8). Der Mechanismus 

über die Bildung von endozytotischen Vesikeln bleibt dabei bei allen Aufnahmevarianten 

bestehen. 

 

Abbildung 1 Zelluläre Aufnahmewege von Fettsäuren 

Schematische Darstellung der (A) Aufnahme von freien Fettsäuren durch Albumin und (B) rezeptorvermittelten 

Aufnahme von Triglyceriden durch LDL. 
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Nahezu alle Menschen entwickeln Plaqueablagerungen in den kleinen und mittelgroßen 

Arterien, allerdings bleiben viele dieser Ablagerungen ungefährlich und brauchen keine 

klinische Behandlung. Plaques werden gefährlich, wenn sie instabil sind und aufbrechen 

können, was stark von deren Lipidzusammensetzung abhängt. Da der Lipidmetabolismus 

von Makrophagen maßgeblich dafür entscheidend ist, muss dieser besser verstanden 

werden. Ist bekannt, wie einzelne Lipide zu instabilen Plaques führen und welche 

molekularen Prozesse in der Zelle dazu beitragen, kann die Therapie und Medikation 

verbessert werden. 

In der vorliegenden Arbeit werden Forschungsergebnisse über die Aufnahme und 

anschließende Metabolisierung von Lipiden in Makrophagen vorgestellt. Die Interaktion 

zwischen Lipiden und Makrophagen erhält aufgrund ihrer Schlüsselrolle in der Entstehung 

der Atherosklerose eine hohe Aufmerksamkeit in der Lipidforschung. In den folgenden 

Abschnitten wird auf den derzeitigen Stand der Technik mit Blick auf Bildgebungs-

verfahren für Einzelzellmessungen eingegangen. Weiterhin wird eine Einführung in die 

Raman-Spektroskopie gegeben, die in der vorliegenden Dissertation maßgeblich als 

Messmethode verwendet wurde. 
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 Stand der Technik – Lipide und Einzelzellanalyse 1.2

Es gibt eine Vielzahl unterschiedlicher optischer und biochemischer Methoden, um 

biologische Proben hinsichtlich ihrer Lipidzusammensetzung zu untersuchen. In den 

derzeitigen Standardmethoden steht die Gewinnung von chemischen Lipidinformationen in 

Konkurrenz mit der ortsaufgelösten Darstellung von Lipidkomponenten, besonders auf 

Einzelzellebene. 

Enzymatische Methoden ermöglichen es indirekt die Gesamtkonzentration von Lipiden, 

wie zum Beispiel das Gesamtcholesterol im Blutplasma, über photometrische Messungen 

zu bestimmen (9). Um spezifische Informationen über die Lipidzusammensetzung einer 

Probe zu erhalten, werden standardmäßig chromatographische Verfahren, 

unterschiedlichste Varianten der Massenspektrometrie sowie deren Kombination 

angewendet (10, 11). Beide besitzen ein großes Potential das gesamte Lipidprofil von 

biologischen Proben wie Gewebe, Blut oder Zellen zu untersuchen, bieten aber in der 

Regel keine ortsaufgelöste Darstellung. Zellstudien basieren auf Bulkmessungen 

kultivierter Zellpopulationen, aus denen die Lipide vorher extrahiert werden müssen. 

Chromatographie ist ein Verfahren zur Trennung von Probengemischen, welches auf 

physikalisch-chemischer Wechselwirkung der Probe mit definierten Trägersubstanzen 

beruht. Die zwei meist verwendeten Methoden in der Lipidforschung sind die Gas- (GC) 

und Flüssigkeits- (LC, engl. liquid chromatography) beziehungsweise Hochleistungs-

flüssigkeitschromatographie (HPLC, engl. high performance liquid chromatography). Eine 

große Bandbreite unterschiedlicher Anwendungen ist vorhanden, die je nach Fragestellung 

kleinste Unterschiede in der Struktur von Lipiden feststellen können. So kann die 

Oxidation, Elongation oder Desaturierung von bestimmten Fettsäuren nachverfolgt werden 

(12, 13). Massenspektrometrie (MS) trennt Ionen nach ihrer Masse. Dazu muss das zuvor 

extrahierte Lipidgemisch ionisiert und in die Gasphase überführt werden. Durch ein 

elektrisches Feld werden die Ionen unterschiedlich schnell beschleunigt und nach ihrem 

Masse-zu-Ladung-Verhältnis aufgetrennt. Die Triglyceridzusammensetzung von einzelnen 

Lipidtropfen wurde mithilfe von MS untersucht, wofür aber die vorherige Isolation der 

Tropfen aus Zellen notwendig war (14). 
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Häufig werden beide Methoden miteinander verbunden, um eine noch genauere 

Auftrennung der Lipide zu erreichen. LC-MS und GC-MS sind gängige multimodale 

Methoden geworden (15, 16). Da die zu untersuchende Substanz aus den biologischen 

Proben extrahiert werden muss, ist meist eine teils komplexe Probenpräparation 

notwendig. Außerdem sind Chromatographien und gewöhnliche MS auf Bulkmessungen 

angewiesen und für Einzelzellstudien nicht anwendbar. Durch die Entwicklung von 

MS-Bildgebungsverfahren können Gewebeschnitte ortsaufgelöst untersucht werden. 

Einzelzellmessungen sind aber durch die Konzentrationsverteilung der Zielmoleküle und 

die räumliche Auflösung beschränkt (17, 18). 

Eine für Einzelzellmessungen geeignete Methode ist die Fluoreszenzmikroskopie. Dabei 

wird nach Anregung mit monochromatischem Licht, die Autofluoreszenz von endogenen 

Fluorophoren wie Kollagen oder von externen Fluorophoren, die zur Markierung 

bestimmter Zellkomponenten in die Probe eingebracht wurden, detektiert (19). Es gibt nur 

wenige lipidaffine Marker wie BODIPY oder Nile Red, die es ermöglichen, Lipidtropfen 

in den Zellen zu visualisieren (20-23). Die Fluorophore sind allerdings meist nicht 

spezifisch für unterschiedliche Lipide, wie zum Beispiel Fettsäuretypen, und binden 

unspezifisch an die insgesamt vorhandenen neutralen Lipide in einer Zelle. Somit ist eine 

Aufschlüsselung der Lipidzusammensetzung von Organellstrukturen nicht möglich. Es gibt 

eine Reihe von unterschiedlichen, bildgebenden Fluoreszenzmethoden, die sich 

hauptsächlich in der erreichbaren räumlichen Auflösung unterscheiden (24, 25). Die 

Fluoreszenzlebensdauer-Mikroskopie (FLIM, engl. fluorescence lifetime imaging 

microscopy) misst die Lebensdauer einer bestimmten Autofluoreszenz nach Anregung teils 

mehrerer endogener Fluorophore in einer Probe. Vorteilhaft ist, dass keine externen 

Marker in das System eingebracht werden müssen. Die Methode eignet sich besonders für 

Gewebemessungen. Durch Implementierung in endoskopische Messgeräte, können 

atherosklerotische Plaques in vivo gemessen werden (26, 27). In Kombination mit 

Techniken wie intravaskulärer Ultraschall (IVUS), die eine strukturelle Information der 

Plaques bereitstellen, kann ein Einblick in das Innere von Arterien gegeben werden (28, 

29). 

Schwingungsspektroskopische Methoden in Kombination mit moderner Mikroskopie und 

anderen optischen bildgebenden Verfahren besitzen großes Potential, die Lücke zwischen 
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Ortsauflösung und chemischer Analytik zu schließen. Durch spezifische Banden, die auf 

der Schwingung von Molekülbindungen basieren, können Rückschlüsse über die in der 

Probe vorhanden Moleküle gezogen werden. Gleichzeitig kann durch die Kopplung mit 

einem Mikroskop eine Bildgebung gewährleistet werden, deren Auflösung durch das 

Abbe-Limit beschränkt wird. Die Infrarot-Spektroskopie (IR) basiert auf der Absorption 

von infrarotem Licht durch Moleküle. Sie ist eine weitverbreitete Methode zur Struktur-

aufklärung unbekannter Substanzen oder zur quantitativen Analytik basierend auf dem 

Lambert-Beer-Gesetz. Pathologische Biopsien von atherosklerotischen Plaques konnten 

mithilfe von IR erfolgreich charakterisiert werden (30, 31). Die Aufnahme von Fettsäuren 

in Krebszellen wurde untersucht (32), allerdings ist die räumliche Auflösung für 

Einzelzellstudien aufgrund der hohen Anregungswellenlänge stark begrenzt. Eine 

subzelluläre Darstellung einzelner Lipidtropfen kann nicht erreicht werden. Problematisch 

ist auch eine starke Wasserabsorption im infraroten Wellenlängenbereich. Durch ATR-IR 

(abgeschwächte Totalreflexion, engl. attenuated total reflection) kann die Untersuchung 

von Lebendzellen durch die Erzeugung von evaneszenten Wellen an der Grenzfläche 

zwischen Probe und Reflexionselement trotzdem ermöglicht werden (33). 

Für die Untersuchung des Metabolismus von ausgewählten Lipiden in Einzelzellen mit 

einer subzellulären Auflösung sind die bisher erwähnten Methoden nicht anwendbar. Hier 

hat die Raman-Spektroskopie als weitere Methode der Schwingungsspektroskopie das 

größte Potential. Durch die Verwendung von Anregungswellenlängen im sichtbaren bis 

nahinfraroten Bereich ist sie für die Bildgebung von Zellen geeigneter als IR. Während des 

letzten Jahrzehnts wurde in der Lipidforschung zunehmend ein Augenmerk auf Raman-

Spektroskopie gelegt, die im nächsten Kapitel näher beleuchtet wird. 
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 Raman-Spektroskopie 1.3

1.3.1 Spontane und kohärente Raman-Streuung 

Die Raman-Spektroskopie basiert auf inelastischer Streuung von monochromatischem 

Licht an Molekülen. Durch die Wechselwirkung elektromagnetischer Strahlung mit einem 

Molekül wird dessen Elektronenwolke gegenüber dem Atomkern verschoben und eine 

Polarisation hervorgerufen. Das induzierte elektrische Dipolmoment oszilliert mit der 

derselben Frequenz ω0 wie die einfallende Strahlung und emittiert wiederum wie ein 

Hertzscher Dipol sekundäre Strahlung der Frequenz ω0. Dieser elastische Streueffekt wird 

Rayleigh-Streuung genannt (siehe Abbildung 2). Durch Anregung zusätzlicher 

Eigenschwingungen des Moleküls, wird das induzierte Dipolmoment in der Frequenz 

moduliert und es treten weitere Beiträge mit einer niedrigeren (ω0-ω, Stokes) und höheren 

Frequenz (ω0+ω, Anti-Stokes) auf (34). Dieser Effekt heißt Raman-Streuung und wurde 

nach dem indischen Physiker C.V. Raman benannt, welcher im Jahr 1928 die Streuung 

experimentell nachwies. Damit eine Molekülschwingung Raman-aktiv ist, muss sich deren 

Polarisierbarkeit α ändern. Dies bedeutet, dass sich die Elektronendichte gegenüber dem 

Gleichgewichtszustand verschieben muss (35, 36). Von Gasen können neben 

Molekülschwingungen auch Rotationen angeregt werden. In Abbildung 2 sind die Streu-

effekte im Jablonski-Diagramm beschrieben. Ein Molekül wird aus einem energetisch 

niedrigeren Eigenzustand in ein kurzlebiges virtuelles Niveau angeregt und geht abhängig 

von der vorliegenden Streuung in einen finalen Eigenzustand über. Ein virtuelles Niveau 

ist ein nichtstationärer Zustand mit einer Lebensdauer im Bereich von Femtosekunden, der 

nur während der Wechselwirkung zwischen Molekül und elektromagnetischer Strahlung 

vorliegt. 

 

Abbildung 2 Elastische Rayleigh-Streuung und inelastische Raman-Streuung im Jablonski-Diagramm 
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Als Lichtquelle werden schmalbandige Laser eingesetzt, deren Wellenlängen 

üblicherweise im sichtbaren bis nahinfraroten Bereich liegen. Für die Aufspaltung und 

Detektion des gestreuten Lichts wird meist ein dispersiver Aufbau mit einer CCD-Kamera 

(ladungsgekoppeltes Bauteil, engl. charge-coupled device) verwendet. Abhängig von den 

Messanforderungen sind unterschiedliche Modalitäten möglich. Wird die Raman-

Spektroskopie in einen mikroskopischen Aufbau integriert, können neben den spektralen 

auch ortsaufgelöste chemische Informationen erhalten werden. Diese Anwendung wird 

Raman-Mikrospektroskopie genannt. Raman-Bilder werden aufgenommen, in dem ein 

Anregungslaser die Probe zwei- oder dreidimensional abrastert. Jeder Bildpunkt entspricht 

demnach einem Spektrum. Durch die geeignete Auswahl einer Schwingungsbande kann 

über deren räumliches Intensitätsprofil eine Abbildung rekonstruiert werden. 

Die Raman-Spektroskopie bietet durch die Schwingungsanregung von chemischen 

Bindungen Spektren mit einer sehr spezifischen Bandenstruktur. Die Intensität der Banden 

hängt von folgenden Faktoren ab: 

𝐼𝑆𝑡𝑜𝑘𝑒𝑠  ∝  𝑁 ∗ (
𝜕𝛼

𝜕𝑞
)

𝑞0

2

∗ (𝜔0 − 𝜔)4 ∗ 𝐼0 

mit N Anzahl streuender Moleküle 

𝜕𝛼

𝜕𝑞
 Änderung der Polarisierbarkeit entlang der Normalkoordinate 

𝜔0 Frequenz der eingestrahlten Photonen 

𝜔 Frequenz der Molekülschwingung 

𝐼0 Intensität der eingestrahlten Photonen 

Je mehr Moleküle sich im Laserfokus befinden und je höher die Intensität der 

eingestrahlten Photonen ist, desto intensiver ist die Schwingungsbande (hier für die Stokes-

Raman-Streuung dargestellt). Gleichzeitig steigt die Intensität der Banden proportional zur 

vierten Potenz der Frequenzen. Demnach führt eine höhere Anregungswellenlänge im 

nahinfraroten Bereich zu einem deutlich geringeren Signal. Allerdings ist auch die 

Energieübertragung auf die Probe reduziert, was wiederum die Wahrscheinlichkeit von 

phototoxischen Reaktionen der Probe verringert. 



Einleitung 

14 

 

Der oben beschriebene spontane Raman-Effekt ist typischerweise ein schwacher Prozess, 

bei dem abhängig vom Streuquerschnitt von 10
6
 Photonen nur etwa eines inelastisch 

gestreut wird. Eine schnelle Bildgebung ist somit nicht immer möglich. Allerdings können 

zur Verstärkung des Signals nicht-lineare Effekte ausgenutzt und Aufnahmen in 

Videobildrate erreicht werden (37). Abbildung 3 zeigt die Übergänge der kohärenten 

Raman-Modalitäten (CRS, engl. coherent Raman scattering) der stimulierten Raman-

Streuung (SRS) und kohärenten Anti-Stokes-Raman-Streuung (CARS, engl. coherent anti-

Stokes Raman scattering) im Jablonski-Diagramm. Diese Methoden basieren auf der 

Synchronisation zweier gepulster Laser, deren Frequenzunterschied einem definierten 

Schwingungsübergang entspricht. 

 

Abbildung 3 Kohärente Raman-Streuung im Vergleich zur spontanen Raman-Streuung im Jablonski-Diagramm 

Stimulierte Raman-Streuung basiert auf dem gleichen Übergang wie spontane Raman-

Streuung, stimuliert diesen aber durch gleichzeitige Einstrahlung von ωpump und ωStokes. 

Dadurch erfährt die Intensität des Pump-Strahls eine Reduzierung, während der Stokes-

Strahl intensiver wird (36). Eine stimulierte Streuung geschieht nur, wenn der 

Frequenzunterschied der Laser dem Frequenzunterschied der Molekülschwingung 

entspricht. Durch Modulation eines Lasers kann die Intensitätsänderung des anderen 

detektiert werden. Wird zum Beispiel der Stokes-Laser moduliert, wird das SRS-Signal 

durch den Abfall des Pump-Lasers detektiert (engl. stimulated Raman loss). Die Erfassung 

der Modulation der Laserintensität fordert einen deutlich komplexeren Messaufbau als ein 

gewöhnliches Raman-Mikroskop. Besonders wichtig sind ein stabiles Laser- und sensitives 

Detektorsystem, welches die geringfügige Änderung des intensiven Pump-Lasers 

detektieren kann (Figure 1 in [CS2]). 
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Nach der Boltzmann-Verteilung sind im thermischen Gleichgewicht nur wenige Moleküle 

in einem angeregten Schwingungszustand. Die Anti-Stokes-Raman-Streuung ist daher 

schwächer ausgeprägt als die Stokes-Raman-Streuung, welche für spontane Raman-

Spektroskopie betrachtet wird. CARS verstärkt die Anti-Stokes-Frequenz ωCARS, durch 

einen Vier-Wellen-Mischprozess, bei dem der höher angeregte Schwingungszustand 

besetzt wird. Durch eine weitere Anregung mit ωpump zu einem höher angeregten, virtuellen 

Niveau wird ωCARS verstärkt (36). Ein Nachteil von CARS ist die Anregung von nicht-

resonantem Untergrund, der unabhängig von der Laserwellenlänge ist und zusätzlich zur 

eigentlichen Schwingungsanregung zum Signal beiträgt. Bei konventionellen CRS wird 

nur eine definierte Schwingung angeregt, wodurch keine umfangreiche spektrale 

Information entsteht. Es gibt allerdings eine Vielzahl von Weiterentwicklungen für die 

multispektrale Detektion, die in einem Übersichtsartikel zusammengefasst wurden (38). 

Ebenfalls wird die Instrumentierung von Raman- und CRS-Methoden diskutiert. 
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1.3.2 Raman-Spektroskopie an Einzelzellen 

In Abbildung 4 sind beispielhaft Raman-Spektren von Lipiden und Proteinen dargestellt, 

welche die zwei Hauptbestandteile einer Zelle darstellen. In den Spektren wird die 

Intensität der Raman-Streuung gegenüber der relativen Wellenzahl aufgetragen, um 

vergleichbare Spektren bei unterschiedlichen Anregungswellenlängen zu erhalten. Raman-

Spektren können in zwei Bereiche unterteilt werden. Der niedrige Wellenzahlbereich 

zwischen 600 und 1800 cm
-1

 stellt den charakteristischen Fingerabdruck der angeregten 

Moleküle dar. Hier ist ein eindeutiger Unterschied zwischen der Bandenstruktur von 

Lipiden und Proteinen zu beobachten. Charakteristische Banden in Lipidspektren sind die 

C=O-Streckschwingung der Carboxylgruppen von Triglyceriden bei 1741 cm
-1

, die C=C-

Streckschwingung von ungesättigten Fettsäuren bei 1656 cm
-1

 und die CH2-

Deformationsschwingung bei 1443 cm
-1

. In Proteinspektren ist die symmetrische 

Ringatmung von Phenylalanin bei 1003 cm
-1

 kennzeichnend. Weiterhin ist die Amid-I-

Bande bei 1665 cm
-1

 ausgeprägt. Im hohen Wellenzahlbereich von 2800 bis 3100 cm
-1

 

befinden sich CH-Streckschwingungen, deren Bande in Lipiden aufgrund der höheren 

Anzahl an CH-Bindungen intensiver ist als bei Proteinen. Zwischen diesen Bereichen liegt 

der sogenannte „stille“ Wellenzahlbereich. 

 

Abbildung 4 Beispielspektren der Hauptbestandteile einer Zelle 

Dargestellt sind Raman-Spektren von (A) Lipiden und (B) Proteinen, die bei einer Anregungswellenlänge von 785 nm 

aufgenommen wurden. Die Spektren entstammen einem Raman-Bild eines Makrophagen. Der niedrige und hohe 

Wellenzahlbereich sowie charakteristische Schwingungsbanden sind markiert. 

Obwohl eine wesentliche Stärke der Raman-Spektroskopie die Fähigkeit ist, die Verteilung 

von Molekülen markierungsfrei darzustellen, kann der Bildkontrast sowie molekulare 
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Sensitivität und Spezifität durch stabile Isotopenmarkierung weiter verbessert werden. Dies 

ist unter anderem bei Inkubationsstudien von Bedeutung, um eine exogen zugefügte 

Substanz innerhalb einer Zelle verfolgen zu können. Im Falle der in dieser Dissertation 

durchgeführten Arbeiten wurden deuterierte Lipide verwendet, um den Lipidmetabolismus 

von Makrophagen zu untersuchen. Die chemischen Eigenschaften werden durch die 

Deuterierung nur minimal verändert, wodurch die zellulären Eigenschaften nicht 

beeinträchtigt werden. Durch das im Vergleich zum Wasserstoff schwerere Deuterium 

entstehen Schwingungsbanden bei niedrigeren Wellenzahlen als bei undeuterierten 

Alkylketten. CD-Schwingungen treten zwischen 2000 und 2500 cm
-1 

auf und somit im 

stillen Wellenzahlbereich, wo keine Banden von biologischen Proben liegen. Dadurch ist 

eine sehr spezifische Lokalisation innerhalb der Zellen möglich. In diesem Bereich treten 

neben Schwingungen deuterierter Verbindungen ebenfalls Schwingungen von 

Kohlenstoffdreifachbindungen oder Schwefelverbindungen auf, die auch als Marker für 

exogen zugefügte Substanzen verwendet werden können (39-43). 

In einem im Zuge dieser Dissertation angefertigten Übersichtsartikel wurde der aktuelle 

Forschungsstand der Raman-Spektroskopie in der molekularen Diagnostik 

zusammengefasst [CS4]. Ebenfalls wird ein Einblick in die Datenverarbeitung von Raman-

Spektren gegeben, die basierend auf dem spontanen Raman-Effekt aufgenommen wurden 

(Figure 5 in [CS4]). Neben wichtigen Schritten zur Spektrenvorbehandlung wie 

Basislinienkorrektur, gibt es zwei Hauptzweige der chemometrischen Auswertung von 

Raman-Daten. Abhängig von der Fragestellung kann zwischen unüberwachten Methoden, 

die nur auf den Raman-Daten basieren, und überwachten Methoden, die zusätzliche Daten 

wie pathologische Befunde einbinden, unterschieden werden. Um die Zusammensetzung 

einer Zelle zu untersuchen, eignen sich für die Auswertung von Raman-Bildern die 

unüberwachten, spektralen Entmischungsmethoden wie der in dieser Dissertation 

verwendete N-FINDR-Algorithmus (44, 45). Der N-FINDR-Algorithmus sucht nach den 

Spektren mit den größten Unterschieden im Datensatz und gibt diese als sogenannte 

Endmember aus (46), die die vorhandenen Komponenten der Probe repräsentieren. Durch 

lineare Kombination der Endmember kann deren Konzentrationsverteilung rekonstruiert 

und bildlich dargestellt werden. 
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Die Kombination aus chemischer Information mit örtlicher Auflösung im subzellulären 

Bereich stellt einen großen Gewinn der Raman-spektroskopischen Bildgebungsverfahren 

gegenüber den in Kapitel 1.2 vorgestellten Methoden dar. Da Lipide einen hohen Raman-

Streuquerschnitt besitzen, sind sie für Raman-spektroskopische Untersuchungen gut 

geeignet. Hauptaugenmerk liegt auf der Zusammensetzung und Verteilung von Lipiden in 

Zellen und Modellorganismen wie Caenorhabditis elegans (47-53). Durch die hohe 

chemische Spezifizität können Aussagen über die Sättigung und Veresterung von 

Fettsäuren in Lipidtropfen getroffen werden. Für mögliche in vivo Anwendungen zur 

Identifikation und Beurteilung von atherosklerotischen Plaques werden auch faserbasierte 

Raman-Applikationen in Kombinationen mit IVUS oder optischer Kohärenztomographie 

erforscht (54, 55). 
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 Zielsetzung der Dissertation 1.4

In der vorliegenden Dissertation wurde die Raman-Spektroskopie als Messmethode 

eingesetzt, um den Lipidstoffwechsel von Makrophagen zu untersuchen. Die 

Nachverfolgung der Metabolisierung und Speicherung von Lipiden in Zellen wurde durch 

die Verwendung von deuterierten Lipiden ermöglicht. Die Experimente wurden so 

konzipiert, dass sich die experimentellen den physiologischen Bedingungen möglichst weit 

annäherten. Abbildung 5 stellt einen Überblick über die durchgeführten Projekte dar. Zu 

Beginn wurden verschiedene Fettsäuretypen ausgewählt und die Entwicklung von 

Schaumzellen untersucht, da diese für die frühe Entstehungsphase von Atherosklerose von 

besonderem Interesse sind. Um genauere Informationen zu dynamischen Prozessen zu 

erhalten, wurden anschließend Zellen unter Bedingungen vermessen, welche die Zellen 

lebend betrachten lassen. Beide Projekte basierten auf dem Albumintransport, der in der 

Zellkultur standardmäßig angewendet wird. Im dritten Projekt wurden stattdessen 

Lipoproteine mit Triglyceriden beladen und deren endozytotische Aufnahme in 

Makrophagen wurde untersucht. Jedes dieser Projekte führte zu einer wissenschaftlichen 

Publikation, welche die Grundlage für diese kumulative Dissertation bilden (siehe 

Kapitel 6). 

 

Abbildung 5 Übersicht der Forschungsprojekte 
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2 Eigene Forschungsergebnisse 

Im Folgenden werden die Forschungsergebnisse zur Untersuchung des Lipidstoffwechsels 

dargestellt. Zuerst wird auf die Aufnahme von freien Fettsäuren über den Albumintransport 

eingegangen [CS1]. Im nachfolgenden Schritt wurden Lebendzellversuche durchgeführt. 

Dabei wurden einzelne Zellen zeitlich verfolgt, um die Aufnahmedynamik von freien 

Fettsäuren zu untersuchen [CS2]. Um eine schnelle Bildgebung zu gewährleisten, wurde 

hier neben der Raman-Mikrospektroskopie auch SRS angewendet. Im letzten Abschnitt 

wird die Aufnahme von Triglyceriden durch Lipoproteine diskutiert [CS3]. Ein 

Zellkulturprotokoll wurde entwickelt, um deuterierte Triglyceride in oxLDL einzubringen. 

Anschließend wurden Makrophagen mit beladenem oxLDL inkubiert und die Verteilung 

des CD-Signals analysiert. 

 Aufnahme und Metabolisierung von deuterierter Arachidonsäure durch 2.1

Makrophagen 

([CS1] Stiebing et al. (2014) Anal Bioanal Chem. 406:7037–7046) 

In diesem Projekt wurden Raman-Mikrospektroskopie und GC angewendet, um den 

Metabolismus von Arachidonsäure in Makrophagen zu untersuchen. Arachidonsäure ist 

eine mehrfach ungesättigte Fettsäure, die zu den ω-6-Fettsäuren gehört und hauptsächlich 

in Phospholipiden von zellulären Membranen eingebaut ist. Sie ist der Vorläufer wichtiger 

Signalstoffe, den Eicosanoiden, die zum Beispiel Entzündungen vermitteln oder bei der 

Blutgerinnung mitwirken. Daher wird die Arachidonsäure als biologisch aktiv bezeichnet 

(7, 56). Sie wird im Körper hauptsächlich über Linolsäure hergestellt (Figure 5 in [CS1]) 

oder über die Nahrung vorallem durch tierische Produkte aufgenommen (57). Eine 

Fragestellung dieses Projektes war, ob Arachidonsäure bei einem Überangebot auch in 

Lipidtropfen von Makrophagen gespeichert wird, um so der Bildung von 

entzündungsfördernden Eicosanoiden entgegenzuwirken (58, 59). 

In Vorstudien zu dieser Arbeit wurden die Aufnahme und Metabolisierung von gesättigter 

Palmitinsäure untersucht (60). Nach nur 15 min war diese in Lipidtropfen nachweisbar und 

nach spätestens 30 h Inkubationszeit war eine deutliche Schaumzellbildung erkennbar. 
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Anhand einer steigenden Bandenintensität bei 1738 cm
-1

 durch die C=O-Streckschwingung 

der Carboxylgruppe konnte die Veresterung der Fettsäure zu Triglyceriden festgestellt 

werden. Palmitinsäure ist ein typisches Speicherlipid, das hauptsächlich in Lipidtropfen 

von Zellen gespeichert und bei Bedarf zu langkettigeren Fettsäuren verlängert wird. 

Ausgehend von den vorangegangenen Ergebnissen war es nun von besonderem Interesse 

herauszufinden, auf welche Weise eine bioaktive Fettsäure wie die Arachidonsäure in 

Lipidtropfen von Makrophagen abgespeichert wird und ob diese zu Schaumzellen 

transformieren. 

Als Zellmodell wurden humane Makrophagen verwendet, die aus THP-1-Monozyten 

differenziert wurden. Die adhärenten Makrophagen wurden auf CaF2-Objektträgern 

kultiviert und mit 400 µM deuterierter Arachidonsäure (d8-Arachidonsäure) inkubiert. 

d8-Arachidonsäure wurde vorher an Albumin gebunden, damit die hydrophobe Fettsäure 

leicht in die Zellen gelangen kann. Nach der Inkubation wurden die Makrophagen 

gewaschen und mit Paraformaldehyd fixiert. Bei einer Anregungswellenlänge von 785 nm, 

einer Schrittweite von 0,5 µm und einer Integrationszeit von 0,5 s wurden Raman-Bilder 

von Einzelzellen bei unterschiedlichen Inkubationszeiten aufgenommen. Ein Wasser-

Immersionsobjektiv ermöglichte eine Messung im wässrigen Medium, um die 

dreidimensionale Struktur der Zellen aufrecht zu erhalten. 

Wie bereits in Kapitel 1.3.2 erläutert, liefert Deuterierung von Zielmolekülen die 

Möglichkeit, diese in Zellen anhand des CD-Signals zu verfolgen. d8-Arachidonsäure 

besitzt jeweils zwei Deuteriumatome an den vier Doppelbindungen, wodurch eine 

Schwingungsbande mit einem Maximum bei 2243 cm
-1

 entsteht (Figure 1a in [CS1]). Im 

niedrigen Wellenzahlbereich kann festgestellt werden, dass die C=C-Schwingungsbande 

bei 1633 cm
-1

 aufgrund des Deuteriums zu niedrigeren Wellenzahlen verschoben ist. Um 

die Zusammensetzung der Zellen auszuwerten, wurde der N-FINDR-Algorithmus 

angewendet (siehe Kapitel 1.3.2). Es wurden drei Komponenten extrahiert: die Lipid- und 

Proteinkomponente sowie die wässrige Umgebung der Zelle, die für die weitere 

Auswertung vernachlässigt wurde (Figure 1c in [CS1]). In der rekonstruierten Abbildung 

der Endmember ist die Proteinkomponente in Cyan dargestellt (Figure 1d in [CS1]). 

Aufgrund der höheren Proteinkonzentration im Nukleus und Nukleolus, können diese vom 

Zytoplasma unterschieden werden. Die in Rot dargestellte Lipidkomponente ist im 
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Zytoplasma der Zelle in Organellen mit einem Durchmesser zwischen 0,5 und 2 µm 

lokalisiert, welche die Lipidtropfen repräsentieren. Nach einer Inkubationszeit von 3 h war 

in den Lipidspektren von Makrophagen eine Bande bei 2248 cm
-1 

sichtbar. Die leichte 

Verschiebung der Bande im Vergleich zum reinen Spektrum beruht auf der unterschiedlich 

vorliegenden Konformation zwischen kristalliner und gelöster Form. Bei Aufnahme eines 

Lipidspektrums mit einem höherauflösenden Gitter konnte eine Trennung der C=C-

Streckschwingung bei 1640 cm
-1

 in zwei Maxima bei 1633 und 1653 cm
-1

 festgestellt 

werden. Es lagen somit C=C-Doppelbindungen von nicht-deuterierten Fettsäuren und 

d8-Arachidonsäure vor. Dies bedeutet, dass d8-Arachidonsäure während der Speicherung in 

Lipidtropfen nicht oxidiert wurde. Allgemein lag eine homogene Verteilung der 

d8-Arachidonsäure innerhalb der Lipidtropfen einer Zelle vor. Auffällig ist, dass selbst 

nach einer Inkubation von 32 h keine signifikante Schaumzellbildung auftrat (Figure 2 in 

[CS1]). Über die asymmetrische Methode der kleinsten Quadrate (asLS, engl. asymmetric 

least squares fitting) wurde eine Quantifizierung des CD-Signals in Lipidtropfen erstellt. In 

Abbildung 6A ist zu sehen, dass eine Sättigung der Lipidtropfen mit d8-Arachidonsäure 

bereits nach 8 h eintrat. 

Um eine Übersicht über die komplette Lipidzusammensetzung der Zellen zu erhalten, 

wurden GC-Messungen durchgeführt. Die Zellen wurden analog zu den Raman-

Messungen mit nicht-deuterierter Arachidonsäure inkubiert und die Lipide der gesamten 

Zellpopulation wurden extrahiert. Somit wurden nicht nur Lipidtropfen, sondern auch 

Phospholipide aus Membranen mit in die Untersuchung eingebunden. In Abbildung 6B ist 

die relative Fettsäurekonzentration der Arachidonsäure über die Zeit aufgetragen. Ein 

deutlicher Anstieg war erkennbar, der nach etwa 12 h abflacht. Die Sättigung der 

Gesamtaufnahme in Makrophagen scheint später einzusetzen, als für Lipidtropfen durch 

Raman-Messungen festgestellt wurde. Dies deutet daraufhin, dass die Fettsäure zuerst in 

Lipidtropfen abgespeichert, aber zu späteren Zeiten vermehrt in die Phospholipid-

membranen der Zellen eingebaut wurde. Höchstwahrscheinlich ist die schnelle 

Speicherung in Lipidtropfen ein Mechanismus gegen Lipotoxizität und Freisetzung von 

Eicosanoiden, da dadurch die Konzentration von freier Arachidonsäure verringert wird. 

Durch die GC-Analyse ist zu erkennen, dass der prozentuale Anteil an Adrensäure in den 

Zellen zunahm. Nach 24 h war der Anteil von 0,1 auf 16 % gestiegen (Table 1 in [CS1]). 
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Offensichtlich wird Arachidonsäure in den Makrophagen in Adrensäure umgewandelt, um 

die bioaktive Arachidonsäure in eine weniger aktive Fettsäure zu überführen (Figure 5 in 

[CS1]). Aufgrund des nur kleinen Unterschieds in der Kettenlänge durch eine 

Ethyleneinheit (-(CH2)2-) konnte in den Raman-Spektren nicht festgestellt werden, zu 

welchen Anteilen Arachidon- und Adrensäure in den Lipidtropfen gespeichert wurden. 

 

Abbildung 6 Quantifizierung der Aufnahme von Arachidonsäure über die Zeit 

(A) Quantifizierung der Raman-Spektren basierend auf der CD-Bande zwischen 1900 und 2500 cm-1 mithilfe von asLS. 

Kreuz: Einzelzellwerte, Kasten: Mittelwert pro Zeitpunkt, Linie: angepasste Sättigungskurve. (B) GC-Daten der relativen 

Fettsäurekonzentration für Arachidonsäure. 

Arachidon- und Palmitinsäure zeigten sehr unterschiedliche Aufnahmekapazitäten in 

THP-1-Makrophagen. Während Arachidonsäure keine Schaumzelltransformation 

hervorruft, wird Palmitinsäure deutlich effizienter in Lipidtropfen gespeichert und 

induziert eine deutliche Schaumzellbildung (60). In physiologischer Umgebung werden 

Makrophagen gleichzeitig unterschiedlichen Lipiden ausgesetzt. Um diesen Effekt 

nachzubilden, wurden in dieser Studie Zellen mit gleichen Anteilen deuterierter 

Palmitinsäure (d31-Palmitinsäure) und d8-Arachidonsäure inkubiert. Da es sich um zwei 

verschiedene Fettsäuretypen handelt, konnte das Deuteriumsignal basierend auf 

vorhandenen Doppelbindungen unterschieden werden. Die vollständig gesättigte 

d31-Palmitinsäure besitzt keine Doppelbindung und die Bandenmaxima liegen bei 2100 

und 2197 cm
-1

 aufgrund von CD2- und CD3-Streckschwingungen und kann somit von der 

Bande bei 2248 cm
-1

 der d8-Arachidonsäure unterschieden werden. Abbildung 7A zeigt das 

Spektrum von d31-Palmitinsäure in grün und d8-Arachidonsäure in schwarz. Das Spektrum 

in Rot stellt ein Lipidspektrum eines inkubierten Makrophagen dar, welches eindeutig die 

drei Bandenmaxima der verschiedenen CD-Schwingungen aufweist. 
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d31-Palmitinsäure wurde schnell und homogen in die Lipidtropfen von inkubierten 

Makrophagen eingelagert. Dagegen zeigt d8-Arachidonsäure ein abweichendes 

Speicherverhalten, auch im Vergleich zur Einzelinkubation. Nicht in jedem Lipidtropfen 

konnte d8-Arachidonsäure gefunden werden. In Abbildung 7B sind die Konzentrations-

verteilungen der Endmember von inkubierten Makrophagen bei unterschiedlichen 

Inkubationszeiten dargestellt. In Cyan ist die Proteinkomponente, in Gelb sind die 

Lipidtropfen mit d31-Palmitinsäure und in Rot die Lipidtropfen mit d31-Palmitinsäure und 

d8-Arachidonsäure aufgetragen. Bei kurzer Inkubationszeit konnte nur in wenigen Tropfen 

d8-Arachidonsäure nachgewiesen werden, aber selbst nach langen Inkubationszeiten von 

24 h wurde sie nicht in jedem Lipidtropfen gespeichert. Dies führte zu dem Schluss, dass 

Arachidonsäure bei Ko-Inkubation mehr in Phospholipiden gespeichert wird. 

 

Abbildung 7 Ko-Inkubationsstudie mit zwei Fettsäuretypen 

(A) Spektren von kristalliner d8-Arachidonsäure (schwarz), kristalliner d31-Palmitinsäure (grün) und eines Lipidtropfens 

einer mit beiden Fettsäuren inkubierten Makrophage (rot). Eine klare Trennung der CD-Signale kann in Lipidtropfen 

visualisiert werden. (B) Konzentrationsverteilung von Protein (cyan), Lipidtropfen mit d31-Palmitinsäure (gelb) und 

Lipidtropfen mit d31-Palmitinsäure und d8-Arachidonsäure (rot). d8-Arachidonsäure wurde nur vereinzelt in Lipidtropfen 

gespeichert. 

Zusammenfassend zeigte sich, dass Makrophagen eine geringere Aufnahmekapazität für 

Arachidonsäure als für Palmitinsäure haben. Die Elongation und Speicherung von 

Arachidonsäure verhindert, dass Eicosanoide gebildet werden können. Bei Ko-Inkubation 

wurde gezeigt, dass die Affinität Palmitinsäure in Lipidtropfen zu speichern größer ist als 

für Arachidonsäure. 
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 Untersuchung von lebenden Makrophagen während der Inkubation mit 2.2

deuterierter Palmitinsäure 

([CS2] Stiebing et al. (2017) J Biophotonics. DOI: 10.1002/jbio.201600279) 

Die Untersuchung von Zellen unter Lebendbedingungen ist von fundamentaler Bedeutung, 

um dynamische Prozesse in Zellen zu verstehen. Der Vorteil gegenüber fixierten 

Zellstudien besteht darin, dass dieselben Zellen über einen gewissen Zeitraum hinweg 

verfolgt werden können. Nur so können molekulare Dynamiken der Zellen untersucht 

werden. Besonders für Proliferations- oder Inkubationsstudien ist die zeitliche 

Überwachung von großer Bedeutung. Eine Herausforderung bei Lebendzellversuchen ist 

dabei, die Zellen während einer Messung lebensfähig zu halten und möglichst wenig zu 

beeinflussen. 

Die bei fixierten Zellstudien verwendeten Fluoreszenzmarker sind für Lebendzellen oft 

ungeeignet, da sich diese zytotoxisch auswirken können (61). Vitalfärbungen, die auch in 

klinischer Umgebung für Operationen Anwendung finden, müssen speziell auf die 

Experimente abgestimmt und deren Toxizität überprüft werden (62, 63). Methoden wie GC 

oder MS können für Lebendzellversuche aufgrund der notwendigen Probenpräparation 

nicht angewendet werden (siehe Kapitel 1.2). Raman-Spektroskopie bietet ein hohes 

Potential für Lebendzellversuche. Da Wasser nur einen geringen Streuquerschnitt besitzt, 

können Zellen in wässrigem Medium gemessen werden, was notwendig für die 

Lebensfähigkeit der Zellen ist. 

Das Ziel dieses Projektes war es, schnelle Raman-Bildgebungsverfahren für die 

Einzelzellanalyse zu etablieren und anzuwenden, um die Aufnahmekinetik von Lipiden in 

Echtzeit spektroskopisch zu verfolgen. Um lebende Zellen zu untersuchen, müssen 

bestimmte Umgebungsbedingungen eingehalten werden. Dazu wurde ein spezieller 

Aufbau verwendet, der aus einer beheizbaren Probenkammer besteht und mit 

Zellkulturmedium gefüllt werden kann (hier RPMI-1640 ohne Phenolrot). Die reifen 

Makrophagen wurden auf CaF2-Objektträgern in den Lebendzellaufbau überführt. Für die 

Inkubation wurden jeweils 400 µM d31-Palmitinsäure verwendet, die zuvor an Albumin 

gebunden wurde. Als erste Modalität wurde Raman-Mikrospektroskopie angewendet und 
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die Inkubation wurde kurz vor der Messung direkt am Messgerät gestartet. Die richtige 

Wahl von Messbedingungen spielte eine bedeutende Rolle, da die lebenden Zellen 

phototoxisch auf den Laser reagieren können. 

In einer 2002 erschienenen Studie wurden Tests durchgeführt, um den Einfluss von 

Laserstrahlung auf Lebendzellen während der Raman-Spektroskopie zu testen (64). 

Lebende Lungenzellen blieben nach einer Bestrahlung von 40 min mit 785 nm bei 

115 mW lebensfähig, was durch Zellviabilitätstests nachgewiesen wurde. Anders war dies 

bei einer Anregungswellenlänge von 488 und 514 nm, wo dramatische Veränderungen in 

der Zellmorphologie schon nach 5 min bei nur 5 mW Leistung auftraten. Eigens 

durchgeführte Experimente unterstützen diese Ergebnisse, wobei Anregungswellenlängen 

bei 514 und 633 nm getestet wurden. Während Zellen bei 514 nm bereits nach wenigen 

Minuten nicht mehr lebensfähig waren, veränderte sich die Morphologie der Zellen bei 

633 nm nur wenig. Allerdings wurde keine Aufnahme von Lipiden detektiert, was darauf 

hindeutet, dass die Zellen phototoxisch auf die Laserwellenlänge reagierten. Bei Anregung 

mit 785 nm war dagegen eine klare Aufnahme von Lipiden sichtbar, welche über einen 

Zeitraum von mehr als 5 h verfolgt werden konnte. 

Für die Messungen wurde eine deutlich verkürzte Integrationszeit von 85 ms eingesetzt. 

Dadurch konnte ein ausgewählter Zellbereich in weniger als 4 min in Abständen von 

15 min aufgenommen werden. Für gewöhnlich werden Zeiten im Bereich von Sekunden 

für biologische Proben verwendet. Eine signifikante Verbesserung der 

Aufnahmegeschwindigkeit ist somit erreicht worden. Die Schnelligkeit der Bildaufnahme 

ist auch aufgrund von morphologischen Veränderungen der Zellen von Bedeutung. So sind 

zum Beispiel Lipidtropfen keine starren Organellen, sondern können sich im Zytoplasma 

diffus oder auch aktiv bewegen (65). Um keine Artefakte im Bild zu erzeugen, muss daher 

die Messung möglichst schnell durchgeführt werden. Trotz der kurzen Integrationszeit war 

ein intensives Signal von Lipiden und somit gutes Signal-Rausch-Verhältnis gewährleistet. 

In Abbildung 8 sind exemplarisch die Ergebnisse einer Zelle dargestellt. Abbildung 8A 

zeigt die Lipidkomponente nach Auswertung mit dem N-FINDR-Algorithmus für 

unterschiedliche Zeitpunkte. Eine deutliche Zunahme der CD-Schwingungen zwischen 

2000 und 2400 cm
-1 

ist sichtbar. Ebenfalls sind typische Lipidschwingungen im 

niedrigeren Wellenzahlbereich zwischen 600 und 1800 cm
-1

 vorhanden, die eine 
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Zusammensetzung unterschiedlicher Lipide darstellt. Zum Beispiel ist anhand der C=C-

Streckschwingung bei 1650 cm
-1

 erkennbar, dass auch ungesättigte Fettsäuren vorhanden 

sind. Abbildung 8B zeigt die relative Konzentrationsverteilung der Spektren aus 

Abbildung 8A für den aufgenommenen Ausschnitt der Zelle. Die Lipide sind in Tropfen 

gespeichert und ringförmig um den Nukleus angeordnet (Figure 2A in [CS2]). Das 

farblich-kodierte Lipidsignal steigt innerhalb der dargestellten 4 h deutlich an. Weiterhin 

ist zu sehen, dass die Anzahl der Lipidtropfen über die Zeit zunimmt. Besonders deutlich 

wird dies in der oberen rechten Ecke der Bildausschnitte. 

 

Abbildung 8 Lebendzellversuche mit Raman-Mikrospektroskopie 

(A) Dargestellt ist die Lipidkomponente einer Zelle als Endmember für unterschiedliche Zeitpunkte. (B) Darstellung der 

relativen Konzentrationsverteilung der Endmember innerhalb des gemessenen Bildausschnitts. 

Spontane Raman-Spektroskopie bietet eine umfangreiche spektrale Übersicht der 

chemischen Substanzen im Laserfokus. Allerdings werden durch das Abrastern der Probe 

die Aufnahmegeschwindigkeit und die Größe des Bildes begrenzt. Wie in Kapitel 1.3.1 

beschrieben wurde, ist bei nicht-linearen Methoden wie SRS eine deutlich schnellere 

Aufnahme möglich. Versuche mit SRS wurden durchgeführt, um größere 

Zellansammlungen zeitgleich untersuchen zu können. Zur Detektion des SRS-Signals 

wurde dazu der Bereich der CD-Schwingungen bei 2125 cm
-1

 ausgewählt. Dadurch erhält 

man ausschließlich Informationen über die in den Zellen abgespeicherte d31-Palmitinsäure. 

Das SRS-Signal ist linear abhängig von der Menge der angeregten Bindungen, wodurch 

eine Abschätzung über die abgespeicherte Fettsäure gemacht werden kann. 
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Die Inkubation wurde vor Beginn der Messung gestartet, um zu gewährleisten, dass bereits 

d31-Palmitinsäure in den Lipidtropfen gespeichert wurde und somit das SRS-Signal für die 

Detektion intensiv genug war. Durch vorangegangene Inkubationsstudien mit fixierten 

Makrophagen ist bekannt, dass selbst für lange Inkubationszeiten von über 30 h die 

Aufnahme von d31-Palmitinsäure nicht gesättigt ist (60). Die Messung wurde nach 17 h 

Inkubationszeit gestartet und alle 30 min wurde ein Bild von mehreren Zellen auf-

genommen. In Abbildung 9A ist die aufgenommene Makrophagenpopulation mit 

überlagertem SRS-Signal in Gelb dargestellt. Es stellte sich heraus, dass die Zellen in zwei 

Klassen unterteilt werden können. Einige Zellen hatten zu Beginn der Messung bereits eine 

hohe SRS-Intensität, welche sich während der Messung bei den meisten nicht veränderte. 

Die Aufnahmekapazität von d31-Palmitinsäure scheint in diesen Zellen bereits in den ersten 

17 h der Inkubation ausgeschöpft zu sein. Zellen mit einem konstanten SRS-Signal sind in 

Abbildung 9A schwarz markiert. Bei den rot markierten Zellen stieg die Intensität und 

somit die Konzentration an gespeicherter d31-Palmitinsäure über die Messzeit an. Die 

meisten dieser Zellen zeigten eine deutlich kleinere Anfangsintensität, die um das 50-fache 

geringer war. Um den Konzentrationsanstieg auszuwerten, wurden die Pixelwerte einer 

Zelle pro Zeitpunkt aufsummiert und als SRS-Intensität über die Zeit aufgetragen. Der 

Intensitätsanstieg ist beispielhaft für drei Zellen in Abbildung 9B für die in Abbildung 9A 

nummerierten Zellen aufgetragen. Deutlich wird, dass sich innerhalb einer Zelle die 

Aufnahmerate verändern kann. In Zelle 3 kann beobachtet werden, dass nach 24 h die 

Aufnahme beschleunigt und vermehrt d31-Palmitinsäure abgespeichert wurde. Der 

sprunghafte Anstieg und Abfall bei 18 h stellt dagegen ein Fokusartefakt dar, welches 

aufgrund der Bewegung der Zelle entstand. Morphologische Veränderungen in der 

Lipidstruktur der Zellen aufgrund der Inkubation konnten nachverfolgt werden (Figure 4 in 

[CS2]). Generell konnte keine Abnahme von d31-Palmitinsäure festgestellt werden. 

Offensichtlich ist die Aufnahmekinetik für individuelle Zellen verschieden, was zu einer 

großen Heterogenität innerhalb der Zellpopulation führt. Die Zell-zu-Zell-Heterogenität ist 

höchstwahrscheinlich ein Mechanismus, um die Lipotoxizität bei einem Überangebot von 

Lipiden zu reduzieren, die bei der vorliegenden Inkubationsstudie simuliert wurde. Eine 

2013 veröffentlichte Studie unterstützt die Ergebnisse, da diese ebenfalls eine 

Heterogenität zwischen Zellen derselben Population berichtet (66). Allerdings wurde nicht 
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die Zusammensetzung sondern die Anzahl der Lipidtropfen bestimmt. Innerhalb einer 

Leberzellpopulation wurden einige Zellen gefunden, die eine hohe Anzahl von 

Lipidtropfen im Vergleich zu den anderen besaßen. Die Autoren beschreiben, dass diese 

Zellen eine wichtige Rolle für die Zellpopulation einnehmen, da sie die Freisetzung 

toxischer Botenstoffe beeinflussen und Zellen mit geringerem Lipidgehalt mit Lipiden 

versorgen können. 

 

Abbildung 9 Lebendzellversuche mit SRS 

(A) Übersichtsbild der aufgenommenen Zellpopulation mit überlagertem SRS-Signal in Gelb. Zellen mit konstanter SRS-

Intensität sind schwarz und Zellen mit steigender Intensität rot markiert. (B) SRS-Intensität der in A nummerierten Zellen 

über die Zeit. 

Zusammenfassend wurde innerhalb dieses Projektes eine umfassende Übersicht über die 

Aufnahmekinetik von d31-Palmitinsäure in Makrophagen dargestellt. Mithilfe von 

spontaner Raman-Spektroskopie konnten die frühen Inkubationszeiten untersucht werden. 

Ein deutlicher Anstieg des CD-Signals und eine Vermehrung der Lipidtropfen wurde 

detektiert. Durch SRS konnte eine Ansammlung von Zellen über einen langen Zeitraum 

beobachtet werden. Die Aufnahmerate von d31-Palmitinsäure stellte sich als dynamische 

Komponente heraus und Zellen konnten aufgrund der gespeicherten d31-Palmitinsäure in 

zwei Klassen unterteilt werden. 
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 Aufnahme von deuteriertem Tripalmitin durch Makrophagen über den 2.3

Lipoproteintransportweg 

([CS3] Stiebing et al. (2017) J Lipid Res. 58(5): 876–883) 

Das Auftreten von modifiziertem LDL ist ein Schlüsselfaktor bei der frühen 

atherosklerotischen Plaqueentwicklung. Da Lipide in der Blutbahn hauptsächlich über 

Lipoproteine transportiert werden, ist es von Bedeutung, die Wechselwirkung zwischen 

modifiziertem LDL und Makrophagen zu untersuchen. Erst wenn der Aufnahmeprozess 

verstanden ist, kann die frühzeitige Plaqueentstehung mit verbesserten therapeutischen 

Ansätzen minimiert oder gar verhindert werden. Das Ziel dieses Projektes war es daher, 

das Verhalten von Makrophagen während der Inkubation mit oxLDL zu untersuchen und 

die Speicherung von Triglyceriden nachzuverfolgen, die durch die Aufnahme von oxLDL 

in Makrophagen eingelagert werden. 

Die Experimente in den vorangegangenen Kapiteln basierten der Aufnahme von 

Fettsäuren, die an das Protein Albumin gebunden vorlagen. Wie in Kapitel 1.1 beschrieben 

wurde, ist der Aufnahme- und Speicherprozess von LDL beziehungsweise oxLDL deutlich 

komplexer, da die Partikel über Endozytose aufgenommen werden. Bisher gibt es nur 

wenige Forschungsarbeiten über bildgebende Verfahren, die die Aufnahme von 

Lipoproteinen behandeln. Neben fluoreszenzbasierten Studien (67), wurden CARS-Studien 

über die Aufnahme von Fettsäuren aus Lipolyseprodukten von Lipoproteinen durchgeführt 

(68, 69). Allerdings wurde durch die Zerstörung der Lipoproteine der native Aufnahmeweg 

nicht berücksichtigt. 

Im Zuge dieses Projektes wurde ein Zellkulturprotokoll entwickelt, um deuterierte 

Triglyceride in oxLDL zu komplexieren und in die Zellen einzubringen. LDL wurde dafür 

aus dem Blut von gesunden Spendern durch Ultrazentrifugation isoliert und mit CuSO4 

oxidiert. Als Triglycerid wurde das an den Seitenketten vollständig deuterierte 

Tri(palmitin-d31) (d-TP) ausgewählt. Um es erfolgreich in oxLDL zu überführen, wurde d-

TP zuerst in Liposomen eingeschlossen. Dazu wurde Phosphatidylcholin mit d-TP in einer 

wässrigen Lösung über 6 h sonifiziert. Die dadurch entstandenen Liposomen wurden direkt 

im Anschluss mit oxLDL in RPMI-1640 Zellkulturmedium für etwa 17 h bei 37 °C 
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gemischt, wodurch die Liposomen mit den Lipoproteinen fusionieren. THP-1-

Makrophagen wurden auf CaF2-Objektträgern kultiviert und anschließend mit 50 µg/mL 

d-TP-beladenem oxLDL inkubiert. Nach unterschiedlichen Zeitpunkten wurden die 

Makrophagen mit Paraformaldehyd fixiert. Raman-Mikrospektroskopie wurde bei einer 

Anregungswellenläge von 785 nm durchgeführt. Raman-Bilder wurden mit einer 

Integrationszeit von 1 s und Schrittweite von 1 µm aufgenommen. 

Die Zusammensetzung der Lipoproteine wird maßgeblich durch die Ernährung des 

Spenders beeinflusst. Neben Lipiden können auch lipophile Vitamine wie β-Carotin in 

LDL vorhanden sein. β-Carotin liefert aufgrund der konjugierten Doppelbindungen 

intensive Raman-Banden, besonders wenn in Resonanz bei ca. 450 nm angeregt wird (70, 

71). In Abbildung 10A ist die Strukturformel und das Raman-Spektrum von β-Carotin bei 

einer Anregungswellenlänge von 785 nm dargestellt. Prominente Banden liegen bei 

1511 cm
-1

 aufgrund von C=C- und bei 1153 cm
-1

 aufgrund von C-C-Streckschwingungen. 

Die Bande bei 1006 cm
-1

 kann C=CH3-Methylschwingungen und CH-Deformations-

schwingungen zugeordnet werden (72). In Abbildung 10B ist das Raman-Spektrum von 

oxLDL aufgetragen. Beiträge von β-Carotin sind deutlich sichtbar, wobei die Banden 

aufgrund der veränderten Konformation innerhalb der LDL-Partikel im Vergleich zur 

kristallinen Form leicht verschoben sind. Weitere Banden im niedrigen Wellenzahlbereich 

zeigen ebenfalls eine Mischung aus Lipiden und Proteinen. 

 

Abbildung 10 Vergleich von oxLDL und β-Carotin 

(A) Strukturformel und Spektrum von β-Carotin aufgenommen bei einer Anregungswellenlänge von 785 nm. 

(B) Spektrum von oxLDL mit spektralen Beiträgen von β-Carotin. 



Eigene Forschungsergebnisse 

32 

 

THP-1-Makrophagen enthalten unter normalen Zellkulturbedingungen kein β-Carotin. Nur 

nach Inkubation mit oxLDL gelangt dieses in die Zellen, welches somit als 

Indikatormolekül für die Aufnahme angesehen werden kann. Nach 24 h kann β-Carotin in 

Lipidtropfen von Makrophagen nachgewiesen werden (Figure 2 in [CS3]). Als spezifische 

Indikation für die Aufnahme von oxLDL eignet sich die C=C-Schwingungsbande bei 

1519 cm
-1

 (in kristalliner Form bei 1511 cm
-1

), da die weiteren Banden durch andere 

Schwingungen, zum Beispiel von Phenylalanin oder d-TP, überlagert werden können. 

Durch die mittels Inkorporation von d-TP in oxLDL bewirkte Aufnahme konnten ebenfalls 

CD-Schwingungen von d-TP nach 24 h in Zellen detektiert werden. Da alle Wasserstoff-

atome an den drei Palmitinsäureketten deuteriert sind, entsteht eine intensive Bande durch 

symmetrische CD2-Streckschwingungen bei 2103 cm
-1 

(Figure 3A in [CS3]). Die 

endständigen CD3-Gruppen schwingen bei 2193 cm
-1

 und die Carboxylestergruppen bei 

1734 cm
-1

. Beiträge von d-TP wurden in Lipidtropfen gefunden (Figure 3B in [CS3]). Die 

CD-Schwingung ist in der Lipidkomponente (rotes Spektrum) zu sehen, wobei im 

niedrigen Wellenzahlbereich nicht-deuterierte Lipide dominieren. Das exogen 

hinzugefügte d-TP wird somit gemeinsam mit endogenen Lipiden abgespeichert. Im 

Gegensatz zum Transport von Lipiden in Albumin wurden bei Inkubation mit oxLDL zwei 

weitere Komponenten gefunden. Neben den Lipidtropfen in Rot und der 

Proteinkomponente in Cyan ist auch ein endozytotisches Vesikel sichtbar, das nur etwa 

2 µm groß ist (dargestellt in Orange in Figure 3B und C in [CS3]). Klar dominierend sind 

spektrale Beiträge von d-TP, wobei die Bande bei 1519 cm
-1

 ebenfalls das Vorkommen 

von β-Carotin beweist. Die blau dargestellte Komponente zeigt intensive Banden von 

β-Carotin und ist in der Nähe des Nukleus und ER lokalisiert. Das Spektrum besitzt 

Ähnlichkeit zu dem von oxLDL mit zusätzlichen Lipidbeiträgen (siehe Abbildung 10). 

Möglicherweise handelt es sich hierbei um frühe Endosome, bei denen das aufgenommene 

oxLDL noch nicht metabolisiert wurde. 

Übergreifend kann eine interessante Aussage zu den endozytotischen Vesikeln aufgestellt 

werden. Abhängig von der Inkubationszeit scheint sich die Zusammensetzung der Vesikel 

zu verändern. Abbildung 11A zeigt beispielhaft drei Spektren von Vesikel aus Zellen 

unterschiedlicher Inkubationszeiten. Während bei frühen Zeiten von 24 h spektrale 

Beiträge von d-TP dominieren, ist zu längeren Zeiten eine klare Abnahme der CD-
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Schwingungen sichtbar. Ebenfalls ist die Struktur im niedrigen Wellenzahlbereich deutlich 

verändert. Die intensivste Bande bei 72 h liegt bei 719 cm
-1

, die in den anderen Spektren 

deutlich schwächer ausgeprägt ist. Die Bande kann CN-Schwingungen der Cholingruppe 

von Phosphatidylcholinen zugeordnet werden (73), welches der Hauptbestandteil der 

Lipidmembran von LDL ist und ebenfalls für die Bildung der Liposomen verwendet 

wurde. Ein Beitrag von β-Carotin ist sichtbar, der aber nicht von der Inkubationszeit 

abhängt. Gleichzeitig zu der sinkenden Konzentration von d-TP in den Vesikeln, steigt das 

CD-Signal in den Lipidtropfen der gleichen Zellen (siehe Abbildung 11B). Die CD-

Schwingungen steigen deutlich an und zu höheren Inkubationszeiten wird auch der 

niedrige Wellenzahlbereich von deuterierten Verbindungen dominiert. Aufgrund der 

Metabolisierung von oxLDL in endozytotischen Vesikeln ist es wahrscheinlich, dass d-TP 

gespalten und die frei gewordenen Palmitinsäuremoleküle während der Speicherung in 

Lipidtropfen zu neuen Triglyceriden zusammengesetzt werden (siehe Kapitel 1.1). Dabei 

kann die d31-Palmitinsäure auch mit anderen Fettsäureketten kombiniert worden sein. 

Wieder wurden β-Carotinbanden unabhängig von der Inkubationszeit in den Spektren 

gefunden. 

 

Abbildung 11 Zeitliche Übersicht von endozytotischen Vesikeln und Lipidtropfen 

Raman-Spektren von (A) endozytotischen Vesikeln und (B) Lipidtropfen zu unterschiedlichen Zeitpunkten. Spektren auf 

einer Zeile wurden aus derselben Zelle entnommen und repräsentieren Endmember. 
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Eine hohe Heterogenität in Bezug auf Zellen der gleichen Inkubationszeit ist ebenfalls 

festgestellt worden (Figure 5 in [CS3]). Während die Konzentration und Verteilung von 

d-TP innerhalb einer Zelle gleichmäßig waren, sind diese im Vergleich zwischen Zellen 

sehr unterschiedlich. Ebenfalls ist nicht in allen Zellen die oxLDL-ähnliche Komponente 

zu finden. Die Heterogenität zeigt, dass oxLDL trotz identischer Inkubationszeit nicht 

gleichmäßig von Zellen einer Population aufgenommen wird. Es wurde keine klare 

Schaumzelltransformation festgestellt. 

Zusammenfassend wurde ein zeitlicher Transfer von deuterierten Lipiden zwischen 

endozytotischen Vesikeln und Lipidtropfen beobachtet. Eine Homogenität der Lipid-

zusammensetzung auf Einzelzellebene wurde festgestellt, aber auch eine hohe 

Heterogenität zwischen Zellen einer Inkubationszeit. 
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3 Zusammenfassung 

Die vorliegende Dissertation thematisiert die Visualisierung des Lipidmetabolismus von 

Makrophagen durch Raman-spektroskopische Bildgebungsverfahren. Um Erkenntnisse 

über die Mechanismen der Atherogenese auf Einzelzellebene zu gewinnen, wurden 

Inkubationsstudien mit unterschiedlichen Aufnahmeprozessen sowie verschiedenen 

Fettsäuren und Triglyceriden durchgeführt. Neben Studien an fixierten Zellen wurden auch 

lebende Zellen untersucht, bei denen der Zellmetabolismus erhalten war. Die Kombination 

von Raman-Spektroskopie mit stabiler Isotopenmarkierung durch Deuterium ermöglichte 

es die Aufnahmekinetik von Lipiden und deren Speicherprozess in intrazellulären 

Lipidtropfen zu erforschen. 

Im ersten Projekt wurde gezeigt, dass die bioaktive Arachidonsäure bei einem Überangebot 

vermehrt in Lipidtropfen von Makrophagen abgespeichert wird, aber keine 

Schaumzellbildung hervorruft [CS1]. Anhand der Raman-Daten konnten chemische 

Informationen aus Lipidtropfen gewonnen und diese in Einzelzellen lokalisiert werden. 

Die Konzentrationsverteilung in Lipidtropfen innerhalb einer Zelle war homogen und eine 

Sättigung trat bereits nach 8 h ein. Eine Sättigung des Gesamtlipidgehalts einer Zelle setzte 

scheinbar erst nach etwa 12 h ein, wie durch GC-Messungen gezeigt wurde. Neben der 

Speicherung in Lipidtropfen ist eine Einlagerung in zelluläre Phospholipidmembranen 

wahrscheinlich. Eine Auftrennung der C=C-Schwingungsbande in zwei Maxima wurde 

detektiert, die zum einen durch nicht-deuterierte Fettsäuren und zum anderen durch 

d8-Arachdionsäure hervorgerufen wurden. Eine intrazelluläre Oxidation von 

d8-Arachdionsäure konnte somit ausgeschlossen werden. Allerdings wurde eine Elongation 

der Arachidonsäure durch den deutlichen Anstieg der relativen Konzentration der 

Adrensäure in den GC-Daten festgestellt. Da sich die beiden Fettsäuren nur durch eine 

Ethyleneinheit unterscheiden, konnten diese nicht in den Raman-Daten separiert werden. 

Die Speicherung von Arachidonsäure in Lipidtropfen sowie die Kettenverlängerung ist 

höchstwahrscheinlich ein Mechanismus gegen die Bildung entzündungsfördernder 

Eicosanoide, die aus freier Arachidonsäure entstehen können. Insgesamt stellte sich die 

Speicherung von Arachidonsäure als deutlich ineffizienter als die der gesättigten 

Palmitinsäure heraus. In Inkubationsstudien mit gleichzeitiger Zuführung von 
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d8-Arachidon- und d31-Palmitinsäure wurde deutlich, dass d31-Palmitinsäure homogen über 

die Zelle in alle Lipidtropfen verteilt wird. d8-Arachidonsäure dagegen wurde nur 

vereinzelt in Lipidtropfen gefunden. Dies steht stark in Kontrast zur Einzelinkubation der 

Fettsäure, wo eine homogene Verteilung in alle Lipidtropfen beobachtet wurde. Bei 

gleichzeitigem Angebot der verschiedenen Fettsäuren dominiert Palmitinsäure in 

Lipidtropfen. Eine deutliche Schaumzellformation wurde nur durch Palmitinsäure 

hervorgerufen, nicht aber durch Arachidonsäure. Bei einem Überangebot induziert die 

gesättigte Palmitinsäure somit schneller toxische Lipidwerte in Makrophagen als 

Arachidonsäure. 

Durch Lebendzellversuche im zweiten Projekt konnte die Aufnahmekinetik von 

d31-Palmitinsäure in einzelnen Makrophagen über einen langen Zeitraum verfolgt werden 

[CS2]. Dabei wurde durch Kombination von Raman-Mikrospektroskopie und SRS-

Bildgebung eine Zeitspanne von bis zu 37 h abgedeckt. Raman-Mikrospektroskopie zeigte 

den besten Kompromiss zwischen Lebensfähigkeit der Zellen und Signalintensität bei einer 

Anregungswellenlänge von 785 nm. Niedrigere Wellenlängen, welche durch die 

ω
4
-Abhängigkeit ein stärkeres Signal erzeugen, führten aufgrund der höheren 

Energieübertragung zu phototoxischen Effekten in den Zellen. Durch eine kurze 

Integrationszeit von 85 ms konnte in 4 min ein Raman-Bild aufgenommen werden. Neben 

der Akkumulation von d31-Palmitinsäure in Lipidtropfen konnte auch eine steigende 

Anzahl von Lipidtropfen im Bildausschnitt festgestellt werden. Die Lipidtropfen ordneten 

sich in der Nähe des ER an, was den derzeitigen Forschungsstand zur Lipidtropfenbildung 

bestätigt (5). SRS-Bildgebung ermöglichte es, die Aufnahmekinetik in mehreren 

Makrophagen gleichzeitig zu verfolgen. Auf Einzelzellbasis unterschied sich die 

Aufnahme deutlich, sodass eine Heterogenität in der zellulären Konzentration von 

d31-Palmitinsäure in der Zellpopulation vorherrschte. Darauf basierend konnten die 

Makrophagen in zwei Klassen unterteilt werden. Während einige Zellen die 

Aufnahmekapazität in den ersten 17 h ausschöpften und eine konstante Konzentration von 

d31-Palmitinsäure über den Messzeitraum zeigten, stieg die Konzentration in den meisten 

Zellen. Letztere zeigten ebenfalls eine geringere Konzentration zu Beginn der Messung. Es 

stellte sich heraus, dass sich die Aufnahmerate einer Zelle während der Inkubation 

verändern kann. 
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In der dritten Forschungsstudie wurde die endozytotische Aufnahme von oxLDL durch 

Makrophagen und die anschließende Speicherung von Lipiden aus den Partikeln zum 

ersten Mal bildgebend untersucht [CS3]. Ein Indikatormolekül für die Aufnahme wurde in 

Form von β-Carotin in den oxLDL-Partikeln gefunden, welches in kultivierten THP-1-

Makrophagen nicht vorhanden ist. Die Bande bei 1519 cm
-1

 wurde als Indikator bestimmt. 

Innerhalb einer Zelle wurde β-Carotin homogen in den Lipidtropfen von Makrophagen 

gespeichert. Weiterhin konnte eine zusätzliche, bisher nicht eindeutig identifizierbare, 

zelluläre Komponente mit hohem β-Carotingehalt in vereinzelten Zellen beobachtet 

werden. Da die spektralen Eigenschaften denen des oxLDL ähnlich waren, könnte es sich 

hier um frühe Endosome handeln, in denen das oxLDL noch nicht metabolisiert wurde. 

Diese Komponente trat lokalisiert in der Nähe des Nukleus und des ER auf. In einer 

früheren Studie wurde β-Carotin in Ablagerungen von Aortenklappen gefunden und 

diskutiert, dass dieses durch die Aufnahme und Metabolisierung von LDL durch 

Makrophagen in die Ablagerungen gelangen könnte (53). Diese Aussage kann durch die in 

der vorliegenden Arbeit präsentierten Daten untermauert werden. Der Speicherprozess von 

Lipiden, die durch oxLDL in die Zellen transportiert wurden, konnte aufgrund der 

Inkorporation von d-TP untersucht werden. Die deuterierten Lipide wurden homogen in 

die Lipidtropfen einer Zelle verteilt, die Konzentration in individuellen Zellen bei gleicher 

Inkubationszeit war aber sehr unterschiedlich. Die Menge des aufgenommenen oxLDL pro 

Zelle scheint nicht zeitlich reguliert zu sein, wodurch die gezeigte Heterogenität erklärt 

werden könnte. Die unterschiedlichen endozytotischen Aufnahmewege, die in Kapitel 1.1 

beschrieben wurden, können gleichzeitig stattfinden und zu der Variation beitragen. 

Intrazelluläre Vesikel mit einer Größe von nur etwa 2 µm, die aufgrund der 

endozytotischen Aufnahme von oxLDL entstehen, konnten gefunden werden. Die 

spektralen Informationen waren abhängig von der Inkubationszeit. Über die CD-

Schwingungsbanden konnte erstmals eine Translokation von deuterierten Lipiden 

zwischen endozytotischen Vesikeln und Lipidtropfen verfolgt werden. 

Eine Heterogenität in der Lipidkonzentration unterschiedlicher Zellen einer Inkubationszeit 

konnte in allen drei vorgestellten Studien festgestellt werden. Besonders auffällig war dies 

bei der Aufnahme von oxLDL und den Lebendzellversuchen. Aber auch bei den 

Experimenten mit Arachidonsäure ist eine Heterogenität ersichtlich, wenn man die 
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Einzelzellwerte der asLS-Auswertung betrachtet. Obwohl die Mittelwerte für die 

Inkubationszeiten einen Trend zur Aufnahme und Sättigung darstellen, streuen die 

Einzelwerte relativ deutlich. Ob die Streuung der Konzentrationswerte auf der 

unterschiedlichen Aufnahmekinetik individueller Zellen beruht, die bei den Lebendzell-

versuchen festgestellt wurden, kann allerdings nicht bewiesen werden. Einige 

zellkulturbasierte Faktoren können ebenfalls zur Streuung beitragen. Das größte Problem 

ist, dass Studien mit fixierten Zellen auf getrennten Kulturansätzen für jeden 

Inkubationszeitpunkt beruhen. Außerdem kann sie auch hervorgerufen werden, weil sich 

die Makrophagen nicht im selben Status des Zellzyklus befanden, da die 

Ausdifferenzierung von Monozyten nicht synchronisiert werden kann. Wie in Kapitel 2.2 

diskutiert, ist die Heterogenität in der Lipidkonzentration einer Zellpopulation vermutlich 

ein Mechanismus zur Reduzierung der Lipotoxizität und der Freisetzung toxischer 

Botenstoffe. 

Wird die Aufnahme von Lipiden in Makrophagen über oxLDL mit der über den 

Albumintransport verglichen, so sieht man eine deutlich komplexere Zusammensetzung 

der Zelle. Während bei dem Albumintransport freie Fettsäuren direkt zur Speicherung in 

Makrophagen zur Verfügung stehen, werden die Triglyceride mit dem oxLDL 

endozytotisch aufgenommen und metabolisiert. Die benötigte Zeit, um deuterierte Lipide 

nachzuweisen, ist deutlich länger. Erst wenn das endozytotische Vesikel aufgenommen 

und abgebaut ist, können die deuterierten Fettsäuren der gespaltenen Triglyceride in den 

Lipidtropfen neu verestert und gespeichert werden. Nach 24 h konnten CD-Schwingungen 

in den Lipidtropfen detektiert werden. Unter Verwendung des Albumintransports war dies 

bereits nach 15 min möglich. Obwohl in beiden Ansätzen eine homogene Verteilung der 

deuterierten Lipide in den Lipidtropfen einer Zelle gezeigt werden konnte, war eine 

deutlich höhere Heterogenität innerhalb der Zellpopulation nach Aufnahme von oxLDL zu 

sehen. Eine Transformation zu Schaumzellen geschah nur bei Inkubation mit d31-Palmitin-

säure über den Albumintransport, aber nicht bei d-TP-beladenem oxLDL. Obwohl sich 

d-TP ebenfalls aus d31-Palmitinsäure zusammensetzt, scheint die direkte Verfügbarkeit der 

freien Form toxischer für Makrophagen zu sein. 

Raman-Spektroskopie in Verbindung mit stabiler Isotopenmarkierung ist eine 

leistungsstarke Kombination, um Inkubationsstudien auf Einzelzellbasis durchzuführen. 
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Die nur geringfügige Änderung durch die Deuterierung stellt ein leistungsfähiges Pendant 

zur etablierten Fluoreszenzmikroskopie dar. Eine umfangreiche Übersicht über den 

Albumin- und endozytotischen Lipoproteintransportweg konnte erstellt und der Beitrag 

von freien Fettsäuren sowie Triglyceriden zur Schaumzellbildung von Makrophagen auf 

Einzelzellebene untersucht werden. Eine interessante Weiterführung der Forschungs-

arbeiten wäre eine Verbindung mit einem mikrofluidischen Aufbau, in dem der Blutfluss 

über adhärente Makrophagen simuliert wird. Dies würde einen weiteren Schritt in 

Richtung der physiologischen Bedingungen in Arterien bedeuten. 
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4 Summary 

The present thesis addresses the visualization of the lipid metabolism of macrophages by 

Raman spectroscopic imaging techniques. In order to gain insights into the mechanism of 

atherogenesis at the single cell level, incubation studies covering different uptake pathways 

as well as individual fatty acids and triglycerides were conducted. Next to studies on fixed 

cells, living cells under non-cytotoxic conditions to sustain the cell metabolism were 

investigated. Due to the combination of Raman spectroscopy with stable isotopic labelling 

with deuterium, uptake kinetics of lipids and their storage behavior in intracellular lipid 

droplets were investigated. 

In the first project it was shown that bioactive arachidonic acid is stored in lipid droplets of 

macrophages in case of an overexposure but no prominent foam cell formation was 

observed [CS1]. Based on the Raman data, chemical information on lipid droplets was 

obtained and their location in single cells was identified. The fatty acid was distributed 

homogeneously in lipid droplets of one cell and saturation of intracellular accumulation 

was reached after 8 h. However, saturation based on the total cellular lipid content seemed 

to occur later after around 12 h, as shown by GC measurements. Next to the storage in 

lipid droplets, arachidonic acid was apparently incorporated into cellular membrane 

phospholipids. A separation of the C=C vibrational band into two maxima was detected, 

which is due to vibrations of non-deuterated fatty acids and d8-arachidonic acid. An 

intracellular oxidation of d8-arachidonic acid could thus be excluded. However, elongation 

of arachidonic acid is evident in the GC data due to the significant increase of the relative 

concentration of adrenic acid. Since the two fatty acids only differ by an ethylene unit, they 

cannot be distinguished in the Raman data. The storage of arachidonic acid in lipid 

droplets and the elongation process is most likely a mechanism against the formation of 

inflammatory eicosanoids, which can only be generated from free arachidonic acid. 

Overall, the storage of arachidonic acid was found to be less efficient than that of saturated 

palmitic acid. In incubation studies with simultaneous administration of d8-arachidonic 

acid and d31-palmitic acid it was obvious that d31-palmitic acid was distributed 

homogeneously in all cytosolic lipid droplets. In contrast, d8-arachidonic acid was found 

only in a few droplets. This contradicts the results from single incubation studies, where a 
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homogeneous distribution of d8-arachidonic within all lipid droplets was observed. If 

provided simultaneously, palmitic acid is preferred and predominantly incorporated in lipid 

droplets. Under these conditions, a clear foam cell formation was only mediated by 

palmitic acid but not by arachidonic acid. Hence, in case of overexposure saturated 

palmitic acid likely induces more rapidly toxic lipid levels in macrophages than 

arachidonic acid. 

By conducting live cell experiments in the second project, uptake kinetics of d31-palmitic 

acid could be monitored in individual macrophages over a long period of time [CS2]. 

Incubation times of up to 37 h were covered by combining Raman micro-spectroscopy and 

SRS imaging. Raman micro-spectroscopy presented the best compromise between cell 

viability and signal intensity at an excitation wavelength of 785 nm. Lower wavelengths, 

that produce a stronger signal due to the ω
4
 dependency, resulted in phototoxic effects in 

the cells due to the higher energy transfer. A fast integration time of 85 ms provided a 

single Raman image in only 4 min. An accumulation of d31-palmitic acid in lipid droplets 

and an increase of droplets in the image frame were observed. The lipid droplets were 

located close to the ER which is in line with the current state of research on lipid droplet 

formation (5). SRS imaging allowed the investigation of the uptake kinetics in several 

macrophages at the same time. The uptake differed between single cells which lead to a 

heterogeneity of the cellular concentration of d31-palmitic acid in the cell population. A 

classification of macrophages into two groups was possible. While some cells exhausted 

their uptake capacity in the first 17 h and had a stable concentration of d31-palmitic acid, in 

most cells the concentration increased. The latter also showed a lower concentration at the 

beginning of the measurement. It was found that the uptake rate of a cell can change during 

the incubation process. 

In the third study, the endocytic uptake of oxLDL by macrophages and the subsequent 

storage of lipids provided by the particles were presented for the first time [CS3]. A marker 

molecule for the uptake of oxLDL was found due to the presence of β-carotene, which is 

not present in cultivated THP-1 macrophages. The band at 1519 cm
-1

 was specified as the 

marker band. Within one cell, β-carotene was stored homogeneously in lipid droplets of 

macrophages. Furthermore, in some cells an additional component with high β-carotene 

content could be observed. Since the spectral properties were similar to those of oxLDL, 
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these might represent early endosomes in which oxLDL had not yet been metabolized. The 

components occurred localized close to the nucleus and ER. In a previous study, 

β-carotene was found in plaque depositions of aortic valves (53). The authors discussed, 

that it could have been incorporated by the uptake and metabolism of LDL in 

macrophages. This concept is supported by the results presented in this thesis. The cellular 

storage process of lipids provided by oxLDL could be investigated due to the incorporation 

of d-TP. The deuterated lipids were distributed homogeneously within a cell, but the 

concentrations in cells with the same incubation time were highly different. The amount of 

oxLDL taken up by a cell in a certain time seems to not be regulated, which can result in 

the presented heterogeneity. The different endocytic uptake pathways, which were 

explained in Chapter 1.1, can occur at the same time and contribute to the variations. 

Intracellular vesicles with a size of only around 2 μm, resulting from the endocytic uptake 

of oxLDL, were found. The spectral information was dependent on the incubation time. 

Based on the CD vibration bands, a translocation of deuterated lipids between endocytic 

vesicles and lipid droplets was observed. 

Heterogeneity of the lipid concentrations within cells with the same incubation time was 

found in all of the three presented studies. This was particularly obvious for oxLDL and 

live cell studies. But also in the experiments with arachidonic acid, heterogeneity can be 

seen by evaluating the individual asLS coefficients. Although the mean values for each 

incubation time follow the trend of uptake and saturation, the individual values are clearly 

scattering. If the scattering of the concentration values is based on different uptake kinetics 

of individual cells, as seen in the live cell studies, cannot be verified. Some cell culture-

based factors may also contribute to the spread. The main problem is that studies of fixed 

cells are based on different cell culture batches for each incubation time. Furthermore, it 

can be caused due the fact that the macrophages were in different states of the cell cycle 

because the differentiation of monocytes cannot be synchronized. As discussed in 

Chapter 2.2, heterogeneity of the lipid concentration of a cell population is most likely a 

mechanism to reduce lipotoxicity and the release of toxic messenger molecules. 

The uptake of lipids into macrophages by oxLDL compared to the albumin-based uptake 

leads to a more complex composition of the cells. While albumin-coupled fatty acids are 

directly available for storage in macrophages, triglycerides inside oxLDL are taken up and 
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metabolized by endocytosis. The time required to detect deuterated lipids in cytosolic lipid 

droplets is therefore significantly longer. Only after the endocytic vesicle is build and the 

particles metabolized, the deuterated fatty acids of the cleaved triglycerides can be re-

esterified and stored in the lipid droplets. CD vibrations were detected in lipid droplets 

after 24 h. Using the albumin transport this was possible after only 15 min. Although a 

homogeneous distribution of the lipids within the lipid droplets of a cell was shown in both 

approaches, a significantly higher heterogeneity was observed in the cell population after 

the uptake of oxLDL. A prominent transformation into foam cells occurred only after 

incubation with d31-palmitic acid through albumin transport, but not with d-TP-loaded 

oxLDL. Although d-TP is also composed of d31-palmitic acid, the direct availability of the 

free form appears to be more toxic. 

Raman spectroscopy in combination with stable isotopic labelling is a powerful method for 

incubation studies on the single cell level. Deuteration is an effective counterpart to the 

established fluorescence microscopy due to only introducing subtle changes. A 

comprehensive overview of the albumin and endocytic lipoprotein uptake pathways has 

been established and the contribution of free fatty acids and triglycerides to macrophage 

foam cell formation was investigated at the single cell level. An interesting continuation of 

the presented research would be the incorporation of the incubation studies into a 

microfluidic setup, where the blood flow over adherent macrophages can be simulated. 

This would be a further step towards physiological conditions in arteries. 
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