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I 

Zusammenfassung 

Seit jeher spielt Licht eine entscheidende Rolle in der Natur und wird von verschiedenen Organismen 

auf unterschiedliche Weise genutzt. Beispiele dafür sind die Photosynthese, bei der Pflanzen mithilfe 

von Lichtenergie Kohlenstoffdioxid und Wasser in Sauerstoff und Glucose umwandeln oder die 

Biolumineszenz, bei der bestimmte Organismen zum Zwecke der Anziehung von Beute oder der 

Kommunikation zwischen Artgenossen Licht erzeugen. Auch der Mensch hat gelernt sich die 

Verwendung von Licht zu Nutze zu machen. Aufgrund seiner kombinierten Eigenschaften als Teilchen 

und Welle, ist es dem Licht möglich auf verschiedene Arten mit Materie zu interagieren und findet 

somit vielseitigen Einsatz in der Wissenschaft. Die Lichtmikroskopie und im Speziellen die 

Fluoreszenzmikroskopie sind fundamentale analytische Methoden zur Visualisierung von biologischen 

Proben. Da Licht bei Auswahl von geeigneten Wellenlängen nicht toxisch ist, eigenen sich solche 

Techniken besonders für die Untersuchung von lebenden Zellen und Gewebe.[1] Lichtgestützte 

bildgebende Verfahren sind somit essentiell für die Aufklärung biologischer Strukturen und das 

Verständnis von Funktionen und dynamischen Prozessen auf zellulärer und molekularer Ebene. 

Seit etwa 50 Jahren gelingt es Wissenschaftler*innen durch die Entwicklung von lichtaktiven 

Verbindungen, wie photolabilen Schutzgruppen und Photoschaltern, chemische und biologische 

Prozesse nicht nur zu beobachten, sondern gezielt mit Licht zu steuern.[2] Ein besonderer Fokus der 

Entwicklung und Optimierung von lichtaktiven Strukturen liegt dabei auf der Erhöhung der Photolyse-

Effizienz und der Verschiebung der Anregungswellenlänge in den sichtbaren bzw. den nahinfraroten 

(NIR-)Bereich, um somit Photoschäden aufgrund anhaltender intensiver Bestrahlung zu minimieren.[3] 

Um dies zu realisieren, wird sich oft das Prinzip der Zweiphotonen-Absorption zu Nutze gemacht. 

Durch die nahezu simultane Absorption zweier Photonen, deren Summe die Energie ergibt, die für den 

entsprechenden Übergang nötig ist, wird die Anregungswellenlänge rotverschoben, wodurch aufgrund 

des niederenergetischen Lichts eine geringere Phototoxizität und eine tiefere Durchdringung in 

biologisches Gewebe erzielt werden kann.[4] Weiterhin ermöglicht die intrinsische dreidimensionale 

Auflösung der Zweiphotonen-Absorption eine präzise ortsaufgelöste Aktivierung und verhindert somit 

Nebenreaktion oder Schäden in Bereichen, die sich nicht im Lichtfokus befinden.  

Im Zuge dieser Doktorarbeit wurden verschiedene molekulare Systeme untersucht, die aus mehreren 

Chromophoren bestehen und über einen Zweiphotonen-Prozess aktiviert werden können. Der erste 

Teil der Arbeit befasst sich mit der Verbesserung der Zweiphotonen-Eigenschaften einer bekannten 

photolabilen Schutzgruppe. Photolabile Schutzgruppen (PPG, photolabile protecting group) bzw. 

Photocages dienen der vorübergehenden Maskierung der biologischen Funktion eines (Makro-) 

Moleküls.[5] Sie können durch Licht geeigneter Wellenlängen abgespalten werden (uncaging), wodurch 

die Aktivität des geschützten Substrats wiederhergestellt wird. Für biologische Anwendungen, bei 



 

II 

denen eine hohe räumlich-zeitliche Auflösung der Substratfreisetzung, sowie die Verwendung von 

energiearmen Licht vonnöten ist, ist die Abspaltung von PPGs über einen Zweiphotonen-Prozess 

besonders wünschenswert. Das Design von Zweiphotonen-aktiven PPGs stellt aufgrund der schweren 

Vorhersagbarkeit der Zweiphotonen-Eigenschaften eine gewisse Herausforderung dar. Außerdem 

wirkte sich die Erhöhung der Zweiphotonen-Aktivität von etablierten Photocages durch chemische 

Modifikationen oftmals kontraproduktiv auf andere Parameter, wie die Uncaging-Quantenausbeute 

aus. Im zugrundeliegenden Lösungsansatz sollte daher ein bestehender Photocage mit einem guten 

Zweiphotonen-Absorber kovalent verknüpft werden. Dieser dient somit als „Antenne“, die das Licht 

über einen Zweiphotonen-Prozess einfängt (Donor) und anschließend über einen Energietransfer auf 

den Photocage (Akzeptor) überträgt. Dieser kann daraufhin das gewünschte Substrat freisetzen. 

Im Zuge von Projekt I wurde daher zunächst ein geeigneter Zweiphotonen-Donor ausgewählt. 

Rhodamin-Fluorophore weisen eine starke Absorption und Emission im sichtbaren Bereich, vielseitige 

Funktionalisierungsmöglichkeiten und vor allem hohe Zweiphotonen-Einfangquerschnitte auf.[6] 

Mithilfe von TPEF-Messungen wurden Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitte von 2F = 80 – 110 GM 

im Bereich von 800 – 870 nm für ein synthetisiertes Rhodamin 101-Derivat bestimmt. Als Photocage 

wurde ein Rotlicht-absorbierendes BODIPY-Derivat gewählt, da dieses eine starke Absorption im 

Emissionsbereich des Donor-Fluorophors aufweist. Ein 3,5-Distyryl-substituiertes BODIPY wurde somit 

über einen Alkin-Linker in meso-Position mit dem bromierten Rhodamin-Derivat über eine 

Sonogashira-Kupplung verknüpft. Im Anschluss wurde der Energietransfer innerhalb dieser Donor-

Akzeptor-Dyade mithilfe von spektroskopischen Experimenten und theoretischen Berechnungen 

untersucht.  Die transienten UV/vis-Absorptionsspektren zeigten nach Anregung der Rhodamin-Einheit 

ein schnelles Abklingen der Signale, die den Rhodamin-Dynamiken zugeordnet werden können und 

eine zeitgleiche Bildung von BODIPY-Signalen. Das wies auf einen rapiden und effizienten 

Energietransfer etwa 300 fs nach Photoanregung hin. Die theoretische Berechnung des 

Energietransfers ergab eine Zeitskala von 200 fs und steht somit in guter Übereinstimmung mit dem 

experimentell bestimmten Wert. Weiterhin wurden die elektronisch angeregten Zustände der 

Rhodamin-BODIPY-Dyade berechnet und der Zweiphotonen-aktive Zustand ermittelt. Es wurde 

bestätigt, dass die Photoanregung über einen Zweiphotonen-Prozess in einen angeregten Rhodamin-

Zustand (S4) geschieht. Nach schneller internen Konversion in einen Zustand, der ebenfalls auf dem 

Rhodamin lokalisiert ist (S2), erfolgt der Energietransfer auf das BODIPY (S1). Von dort sind 

verschiedenen Relaxationspfade, wie die gewünschte Photoreaktion, möglich. Schließlich wurde die 

Photolyse mithilfe von UV/vis-Absorptionsmessungen untersucht. Dazu wurde die Rhodamin-BODIPY-

Dyade mit der aromatischen Abgangsgruppe para-Nitroanilin (PNA) ausgestattet und mit einer LED bei 

565 nm (Rhodamin-Anregung) bestrahlt. Mit steigender Belichtungsdauer war die Verschiebung einer 

UV-Bande, die der PNA-Absorption zugeordnet werden kann, zu beobachten. Derselbe Effekt wurde 
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bei Bestrahlung mit einer 660 nm LED (BODIPY-Anregung) festgestellt, wenn auch mit geringerer 

Amplitude aufgrund des niedrigeren Extinktionskoeffizienten des BODIPYs im Vergleich zum 

Rhodamin. Im Kontrollexperiment mit einer Dyade ohne Abgangsgruppe war keine Verschiebung im 

entsprechenden UV-Bereich zu erkennen.  

Zusammenfassend wurden somit Rhodamin- und BODIPY-Derivate synthetisiert und miteinander 

verknüpft. Die Zweiphotonen-Aktivität des Rhodamin-Fluorophors, der Energietransfer zwischen 

Donor und Akzeptor, sowie die Photolyse des BODIPY-Photocages wurden mithilfe von 

spektroskopischen und theoretischen Methoden untersucht. Es resultierte eine molekulare Dyade, die 

sowohl über die Zweiphotonen-Anregung des Rhodamins als auch die Einphotonen-Anregung des 

Rhodamins oder des BODIPYs photolysiert werden und somit über ein breites Spektrum aktiviert 

werden konnte (Abb. I). 

Obwohl die Photolyse der oben gezeigten Rhodamin-BODIPY-Dyade anhand von UV/vis-

Absorptionsmessungen qualitativ nachgewiesen werden konnte, wies der verwendete Photocage 

einige Nachteile auf. Zum einen besitzen Styryl-substituierte BODIPY-Photocages sehr geringe 

Uncaging-Quantenausbeuten, was maßgeblich durch Energieverluste aufgrund der freien 

Rotierbarkeit der Styryl-Reste bedingt ist.[7] Weiterhin sind die freien Doppelbindungen der Styryle 

anfällig für photooxidative Spaltungen. Durch die Rigidisierung dieser Substituenten kann sowohl die 

Uncaging-Quantenausbeute durch die Blockierung kompetitiver strahlungsloser Relaxationspfade 

verbessert, als auch die Photostabilität durch Verhinderung der Photooxidation erhöht werden.[8] Ein 

solcher Rotlicht-absorbierender BODIPY-Photocage mit starrem Grundgerüst wurde synthetisiert und 

an einen Rhodamin-Fluorophor geknüpft. Die Photolyse dieser neuen Dyade mit PNA als 

Abgangsgruppe wurde untersucht und konnte dieses Mal aufgrund der verbesserten Stabilität und 

Uncaging-Effizienz quantifiziert werden. Somit lieferte die Einphotonen-Photolyse der optimierten 

Rhodamin-BODIPY-Dyade eine Uncaging-Quantenausbeute von rel = 1.6% nach Belichtung bei 

565 nm (Rhodamin-Anregung) und rel = 1.0% nach Belichtung mit 625 nm (BODIPY-Anregung). 

Abbildung I: Molekulare Dyade bestehend aus einem Rhodamin-Fluorophor als Donor und einem BODIPY-Photocage als 
Akzeptor. Sowohl die Einphotonen- bzw. Zweiphotonen-Anregung des Rhodamins mit anschließendem Energietransfer, als 
auch die direkte Anregung des BODIPY-Photocages führen zur Photolyse der Abgangsgruppe PNA.  
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Das Hauptaugenmerk lag jedoch auf dem Nachweis des Zweiphotonen-Uncagings. Aufgrund des 

geringen Anregungsvolumen der Zweiphotonen-Absorption handelt es sich hierbei um einen 

mikroskopischen Effekt. Somit werden zwecks ihrer hohen Sensitivität in der Regel Fluoreszenz-Essays 

verwendet. Weiterhin können mithilfe eines Fluoreszenzmikroskops geringe Teile einer Probe 

ortsaufgelöst aktiviert und beobachtet werden. 

Im Fall der optimierten Rhodamin-BODIPY-Dyade wurde beobachtet, dass die Uncaging-Reaktion mit 

einer deutlichen Änderung der Fluoreszenzeigenschaften einherging. Dadurch war es möglich die 

Zweiphotonen-induzierte Photolyse mithilfe der Fluoreszenzmikroskopie nachzuweisen. Dafür musste 

die Probe zunächst immobilisiert werden. Um eine Modifizierung der Dyade aufgrund einer kovalenten 

Immobilisierung zu vermeiden, wurden die Moleküle in unilamellare Liposomen eingeschlossen. Die 

Belichtungsexperimente mit dem konfokalen Fluoreszenzmikroskop zeigten, dass die erwartete 

Fluoreszenzänderung aufgrund der Photolyse sowohl durch die Einphotonen-Anregung der Probe bei 

561 nm, als auch die Zweiphotonen-Anregung bei 810 nm erzielt werden konnte (Abb. II).  

Der zweite Teil dieser Arbeit befasst sich mit der Synthese eines photoaktivierbaren Fluorophors (PAF). 

Die Entwicklung von photoaktivierbaren Verbindungen führte zu deutlichen Verbesserungen im 

Bereich der bildgebenden Verfahren. So stützen sich manche hochauflösende Mikroskopiemethoden 

auf photoaktivierbare Fluorophore, um das Diffraktions-Limit zu unterlaufen.[9] Weiterhin werden PAFs 

für die Charakterisierung von Belichtungsaufbauten verwendet. Photoaktivierbare Fluorophore 

emittieren Fluoreszenzsignale nachdem sie durch Licht aktiviert wurden und liefern somit ein direktes 

Feedback über die Lichtverteilung und –intensität innerhalb einer Probe.[10] Folglich können die 

verwendeten Belichtungsmuster besser optimiert werden. Da viele Belichtungssysteme für die 

Untersuchung von biologischen Proben verwendet werden, ist das Design von photoaktivierbaren 

Fluorophoren, die mit sichtbarem Licht aktiviert werden können, besonders wünschenswert. Aufgrund 

der genannten Vorteile der Zweiphotonen-Absorption, ist es zudem erstrebenswert Zweiphotonen-

aktive PAFs zu entwickeln, um somit Zweiphotonen-Anregungsmuster untersuchen zu können. 

Abbildung II: a) Schematische Darstellung der optimierten Rhodamin-BODIPY-Dyade, eingebettet in Liposomen b) 
Fluoreszenzmikroskopisches Bild eines unbelichteten Liposomen (links) und eines durch Einphotonen-Anregung bzw. 
Zweiphotonen-Anregung photolysierten Liposomen (rechts). 
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Rhodamine eignen sich besonders gut als photoaktivierbare Fluorophore, da sie in zwei isomeren 

Zuständen, einer nicht-fluoreszierenden geschlossenen Form und einer fluoreszierenden offenen 

Form, vorliegen können. Mithilfe von photolabilen Schutzgruppen kann ein Rhodamin in seine dunkle 

Lacton-Form gezwungen werden.[11] Durch Bestrahlung mit Licht der geeigneten Wellenlänge wird die 

PPG abgespalten und der Fluorophor kann seine fluoreszierende zwitterionische Form annehmen. Bis 

dato wurden überwiegend geschützte Rhodamine beschrieben, die mit UV-Licht aktiviert werden 

können.[12,13] In Projekt II sollte daher ein Rhodamin-Fluorophor hergestellt werden, der sowohl mit 

sichtbarem Licht als auch mit NIR-Licht über einen Zweiphotonen-Prozess aktiviert werden kann. 

Im Zuge dessen wurde ein Q-Rhodamin-Derivat synthetisiert und mit einem DEACM450-Photocage 

geschützt, da diese PPG eine hohe Uncaging-Effizienz und gute Zweiphotonen-Eigenschaften 

aufweist.[14] Weiterhin besaß das Rhodamin einen Thiol-Linker, um den Fluorophor an ein Hydrogel 

binden zu können. Zunächst wurde die Photolyse des geschützten Fluorophors untersucht, indem die 

Fluoreszenzspektren betrachtet wurden. Im gecageten Zustand wies der Fluorophor ein kaum 

messbares Fluoreszenzsignal auf. Während der Bestrahlung mit einer 455 nm LED konnte dagegen ein 

deutlicher Fluoreszenzanstieg beobachtet werden, welcher in einem insgesamt 32-fachen 

Intensitätsanstieg am Emissionsmaximum des Rhodamins gipfelte. Für die Betrachtung unter dem 

konfokalen Fluoreszenzmikroskop wurde der PAF zunächst in einem Hydrogel immobilisiert. 

Anschließend wurden Fluoreszenzbilder vor und nach Photoanregung von bestimmten Regionen des 

Hydrogels aufgenommen. Durch das Uncaging der Probe konnten helle, definierte Muster geschrieben 

und ausgelesen werden. Die Photoaktivierung führte dabei sowohl über die Einphotonen-Anregung 

mit blauem Licht (488 nm) als auch über den Zweiphotonen-Prozess mit NIR-Licht (920 nm) zur 

Generierung von stabilen, gleichmäßigen Fluoreszenzmustern mit hohem Kontrast (Abb. III). 

Abbildung III: Ortsaufgelöste Fluoreszenzaktivierung durch Einphotonen- bzw. Zweiphotonen-Uncaging des geschützten 
immobilisierten Rhodamin-Fluorophors unter dem Fluoreszenzmikroskop. 
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Summary 

Light has always played a crucial role in nature and is utilized by various organisms in different ways. 

Examples of this include photosynthesis, where plants convert carbon dioxide and water into oxygen 

and glucose using light energy, or bioluminescence, where certain organisms produce light to attract 

prey or communicate with others of their species. Humans have also learned to harness the use of 

light. Due to its combined properties as both a particle and a wave, light is able to interact with matter 

in various ways and is therefore widely used in science. Light microscopy, particularly fluorescence 

microscopy, is a fundamental analytical method for the visualization of biological samples. Since light 

is not toxic if chosen the right wavelength, such techniques are particularly suitable for studying living 

cells and tissues.[1] Light-based imaging techniques are therefore essential for elucidating biological 

structures and understanding functions and dynamic processes at cellular and molecular level. 

For roughly 50 years, scientists have been able to not only observe but also selectively control chemical 

and biological processes with light by the development of light-activatable compounds, such as 

photolabile protecting groups or photoswitches.[2] The design and optimization of such light-

activatable structures particularly focusses on improving the photolysis efficiency and shifting the 

excitation wavelength towards the visible and near-infrared (NIR) range, thereby minimizing 

photodamage due to prolonged intensive irradiation.[3] To achieve this, the principle of two-photon 

absorption is often used. By the nearly simultaneous absorption of two photons, whose sum equals 

the energy needed for the according transition, the excitation wavelength is shifted into the NIR region. 

The low-energy light thus provides less phototoxicity and deeper tissue penetration.[4] Moreover, the 

intrinsic three-dimensional resolution of two-photon absorption enables a precise spatially resolved 

activation and therefore prevents out-of-focus side reactions or damage. 

In the course of this doctoral thesis, various molecular systems consisting of multiple chromophores 

were investigated, which can be activated through a two-photon process. The first part of the work 

deals with improving the two-photon properties of a known photolabile protecting group. Photolabile 

protecting groups (PPGs) or photocages are used for the temporary masking of the biological function 

of a (macro)molecule.[5] They can be cleaved off by light of the appropriate wavelength (uncaging), 

thereby restoring the activity of the protected substrate. For biological applications, which require high 

spatiotemporal resolution of substrate release, as well as the use of low-energy light, the cleavage of 

PPGs through a two-photon process is particularly desirable. However, the design of two-photon-

activatable PPGs is challenging due to the difficult prediction of two-photon properties. Furthermore, 

increasing the two-photon activity of established photocages by chemical modifications often had an 

adverse effect on other parameters such as the uncaging quantum yield. In the underlying approach, 

an existing photocage should therefore be covalently linked to a good two-photon absorber. This 
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moiety thus serves as an "antenna" that captures the light through a two-photon process (donor) and 

then transfers it onto the photocage (acceptor) via energy transfer. The photocage can subsequently 

release the desired substrate. 

In the course of project I, an appropriate two-photon donor was initially selected. Rhodamine 

fluorophores exhibit strong absorption and emission in the visible range, versatile functionalization 

possibilities and especially high two-photon absorption cross-sections.[6] Two-photon action cross-

sections of 2F = 80 - 110 GM in the range of 800 - 870 nm were determined for a synthesized 

rhodamine 101 derivative using TPEF measurements. A red light-absorbing BODIPY derivative was 

chosen as photocage because it exhibits strong absorption in the emission range of the donor 

fluorophore. A 3,5-distyryl-substituted BODIPY was thus linked to a brominated rhodamine derivative 

via Sonogashira coupling through an alkyne linker in meso-position of the BODIPY. Subsequently, the 

energy transfer within this donor-acceptor dyad was investigated using spectroscopic measurements 

and theoretical calculations. Transient UV/vis absorption spectra showed a rapid decay of signals 

associated with the rhodamine dynamics and a simultaneous formation of BODIPY signals after 

excitation of the rhodamine unit. This indicated a fast and efficient energy transfer approximately 

300 fs after photoexcitation. The theoretical calculation of energy transfer yielded a timescale of 

200 fs, which is in good agreement with the experimentally determined value. Furthermore, the 

electronically excited states of the rhodamine-BODIPY dyad were calculated and the two-photon-

active state was determined. It was confirmed that photoexcitation occurs through a two-photon 

process into an excited rhodamine state (S4). After rapid internal conversion to a state also localized 

on rhodamine (S2), energy transfer to BODIPY (S1) takes place. From there, various relaxation pathways, 

such as the desired photoreaction, are possible. Finally, the photolysis was investigated using UV/vis 

absorption measurements. For this purpose, the rhodamine-BODIPY dyad was equipped with the 

aromatic leaving group para-nitroaniline (PNA) and irradiated with an LED at 565 nm (rhodamine 

excitation). With increasing illumination time, a shift of a UV band, which can be attributed to PNA 

absorption, could be observed. The same effect was monitored when irradiated with a 660 nm LED 

(BODIPY excitation), although with a lower amplitude due to the smaller extinction coefficient of 

BODIPY compared to rhodamine. In the control experiment with a dyad without leaving group, no shift 

in the corresponding UV range was observed.  

In summary, rhodamine and BODIPY derivatives were synthesized and connected. The two-photon 

activity of the rhodamine fluorophore, the energy transfer between donor and acceptor, and the 

photolysis of the BODIPY photocage were investigated using spectroscopic and theoretical methods. 

This resulted in a molecular dyad that can be photolyzed by both two-photon excitation of the 
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rhodamine and the one-photon excitation of the rhodamine or BODIPY unit, thus allowing activation 

over a broad spectrum (Fig. I). 

Although the photolysis of the rhodamine-BODIPY dyad shown above could be qualitatively 

demonstrated through UV/vis absorption measurements, the used photocage had some 

disadvantages. Firstly, styryl-substituted BODIPY photocages have very low uncaging quantum yields, 

mainly due to energy loss caused by the free rotation of the styryl groups.[7] Secondly, the free double 

bonds are susceptible to photooxidative cleavage. By rigidifying these substituents, both the uncaging 

quantum yield can be improved by blocking competitive non-radiative relaxation pathways, and the 

photostability can be increased by preventing the photooxidation.[8] Such a red light-absorbing BODIPY 

photocage with rigid scaffold was synthesized and attached to a rhodamine fluorophore. The 

photolysis of this new dyad with PNA as leaving group was investigated and, this time, could be 

quantified due to the improved stability and uncaging efficiency. Thus, the one-photon photolysis of 

the optimized rhodamine-BODIPY dyad provided an uncaging quantum yield of rel = 1.6% upon 

irradiation at 565 nm (rhodamine excitation) and rel = 1.0% upon irradiation at 625 nm (BODIPY 

excitation). 

However, the main focus was the verification of two-photon uncaging. Due to the small excitation 

volume of two-photon absorption, this is a microscopic effect. Therefore, fluorescence assays are 

typically used for their high sensitivity. Additionally, by using a fluorescence microscope, small parts of 

a sample can be activated and observed with high spatial resolution. In the case of the optimized 

rhodamine-BODIPY dyad, it was found that the uncaging reaction was accompanied by a significant 

change in fluorescence properties. This allowed for the detection of two-photon-induced photolysis 

by means of fluorescence microscopy. To achieve this, the sample had to be immobilized. To avoid the 

modification of the dyad due to covalent immobilization, the molecules were encapsulated in 

unilamellar liposomes. The irradiation experiments with the confocal fluorescence microscope showed 

Figure I: Molecular dyad consisting of a rhodamine fluorophore as donor and a BODIPY photocage as acceptor. Both one- and 
two-photon excitation of the rhodamine with subsequent energy transfer, as well as the direct excitation of the BODIPY 
photocage lead to photolysis of the leaving group PNA. 
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that the expected fluorescence change due to photolysis could be achieved both by one-photon 

excitation of the sample at 561 nm and by two-photon excitation at 810 nm (Fig. II). 

The second part of this work deals with the synthesis of a photoactivatable fluorophore (PAF). The 

development of photoactivatable compounds has led to significant improvements in the field of 

imaging techniques. Some high-resolution microscopy methods rely on photoactivatable fluorophores 

to surpass the diffraction limit.[9] Furthermore, PAFs are used for the characterization of illumination 

setups. Photoactivatable fluorophores emit fluorescent signals after activation by light, thus providing 

a direct feedback on the light distribution and intensity within a sample.[10] This allows for better 

optimization of the used illumination patterns. Since many irradiation systems are used for the 

investigation of biological samples, the design of photoactivatable fluorophores that can be activated 

with visible light is particularly desirable. Due to the mentioned advantages of two-photon absorption, 

it is also worthwhile to develop two-photon-activatable PAFs in order to investigate two-photon 

excitation patterns. 

Rhodamines are especially well-suited as photoactivatable fluorophores because they can exist in two 

isomeric states, a non-fluorescent closed form and a fluorescent open form. By using photolabile 

protecting groups, a rhodamine can be forced into its dark lactone form.[11] Upon irradiation with light 

of the appropriate wavelength, the PPG is cleaved off and the fluorophore can convert to its 

fluorescent zwitterionic form. To date, photoactivatable rhodamines that can be activated with UV 

light have mainly been described.[12,13] Therefore, the goal of project II was the development of a caged 

rhodamine fluorophore that can be activated by both visible light and NIR light by a two-photon 

process. 

As a result, a Q-rhodamine derivative was synthesized and protected with a DEACM450 photocage, since 

this PPG exhibits high uncaging efficiency and good two-photon properties.[14] Furthermore, the 

rhodamine possessed a thiol linker to allow the fluorophore to be bound to a hydrogel. Initially, the 

Figure II: a) Schematic depiction of the optimized rhodamine-BODIPY dyad, embedded into liposomes b) Fluorescence 
microscopic image of a non-irradiated liposome (left) and a liposome photolyzed by either one-photon or two-photon 
excitation (right). 
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photolysis of the caged fluorophore was investigated by monitoring the fluorescence spectra. In the 

caged state, the fluorophore showed barely measurable fluorescence signal. However, during 

irradiation with a 455 nm LED, a significant rise of fluorescence was observed, peaking in a 32-fold 

overall increase in intensity at the emission maximum of the rhodamine. For the investigation under 

the confocal fluorescence microscope, the PAF was first immobilized in a hydrogel. Subsequently, 

fluorescence images of specific regions of the hydrogel were taken before and after photoexcitation. 

It was possible to write and read out bright, defined patterns by photolysis of the sample. The 

photoactivation occurred through both one-photon excitation with blue light (488 nm) and two-

photon excitation with NIR light (920 nm), resulting in the generation of stable and even fluorescence 

patterns with high contrast (Fig. III). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure III: Spatially resolved fluorescence activation by one-photon or two-photon excitation of the caged immobilized 
rhodamine fluorophore under the confocal fluorescence microscope. 
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1. Theoretischer Hintergrund 

1. Theoretischer Hintergrund 

1.1. Photoaktivierbare Verbindungen 

1.1.1. Photoschalter und photolabile Schutzgruppen 

Die Möglichkeit chemische Prozesse mit Licht zu untersuchen und zu regulieren diente als Wegbereiter 

für wesentliche Fortschritte in der biologischen und medizinischen Chemie, unter anderem in den 

Bereichen der hochauflösenden bildgebenden Verfahren,[15–17] der photodynamischen Therapie[18–20] 

oder der Wirkstofffreisetzung.[21–23] Durch die Verwendung von Licht als externen Auslöser kann eine 

sehr hohe räumliche und zeitliche Auflösung der Aktivierung einer biologisch relevanten Spezies erzielt 

werden.[2] Die Vorteile von Licht sind eine einfache Dosierbarkeit, die Möglichkeit zur lokalen 

Anwendung und (bei Auswahl von geeigneten Wellenlängen) eine geringe Toxizität.[5] Allgemein 

werden photoaktivierbare Verbindungen in zwei Klassen unterteilt, Photoschalter und photolabile 

Schutzgruppen. Photoschalter sind Moleküle, die in zwei oder mehreren isomeren Zuständen, 

zwischen denen lichtinduziert gewechselt werden kann, vorliegen können. Diese Zustände müssen sich 

in ihrer biologischen Aktivität unterscheiden, sodass durch das Schalten eine Aktivierung bzw. 

Desaktivierung erzielt werden kann.[24] Es handelt sich somit um einen reversiblen Prozess. Der 

bekannteste Vertreter der Photoschalter ist das Azobenzol, welches durch Licht der geeigneten 

Wellenlänge zwischen seiner trans- und cis-Konfiguration isomerisieren kann. Weitere oft verwendete 

Photoschalter sind Hemithioindigos, Diarylethene, Spiropyrane oder Fulgide (Abb. 1).[2,25,26]  

 

Der Fokus dieser Doktorarbeit liegt jedoch auf der zweiten Klasse photoaktivierbarer Verbindungen, 

den photolabilen Schutzgruppen (PPG, photolabile protecting group). Es handelt sich hierbei um 

chemische Modifikationen, die die biologische Aktivität eines Moleküls vorübergehend blockieren. 

Durch Bestrahlung mit Licht der geeigneten Wellenlänge können PPGs irreversibel abgespalten und 

die Funktion des maskierten Moleküls wiederhergestellt werden.[3]  

Abbildung 1: Übersicht häufig verwendeter Photoschalter in ihren jeweiligen isomeren Zuständen, darunter Azobenzole, 
Hemithioindigos, Diarylethene, Spiropyrane und Fulgide. 
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Die Entwicklung von photolabilen Schutzgruppen für biologische Anwendungen geht auf die Arbeiten 

von Engels und Schläger 1977 zurück, die ein lichtaktivierbares zyklisches Adenosinmonophosphat 

(cAMP) synthetisierten.[27] Kurze Zeit darauf publizierten Hoffman und Kaplan 1978 ein 

photogeschütztes Adenosintriphosphat (ATP) und etablierten den Begriff Photocage für eine 

chemische Gruppe, die mithilfe von Licht abgespalten werden kann (Abb. 2).[28]  

Ein effektiver Photocage muss mehrere Anforderungen erfüllen. Wichtig ist eine starke Absorption in 

einem Wellenlängenbereich, der aus physiologischer Sicht unbedenklich ist ( > 400 nm).[29] UV-Licht 

kann bei zu langer Einwirkung zellschädigend wirken. Das liegt daran, dass viele Zellbestandteile in 

diesem Bereich absorbieren, was zu unerwünschten mutagenen Reaktionen, wie Thymin-

Dimerisierungen[30] oder Deaminierungen[31] führen kann. Zudem wird die Eindringtiefe des 

verwendeten Lichts aufgrund der Absorption oder Streuung durch endogene Biomoleküle, wie 

Hämoglobin oder Melanin, stark eingeschränkt.[32]  

Neben einem hohen molaren Absorptionskoeffizienten , der als Maß für das Absorptionsvermögen 

eines Chromophors gilt, muss das Molekül auch in der Lage sein, die absorbierten Photonen für einen 

Bindungsbruch zu nutzen. Dies spiegelt sich in der Uncaging-Quantenausbeute rel wieder. Diese gibt 

das Verhältnis zwischen dem durch die Photolyse freigesetztem Substrat nrel und der Menge an 

absorbierten Photonen np an (Gl. 1).[33] 

rel = nrel/np             (1) 

Die Effizienz einer Uncaging-Reaktion ist demnach durch das Produkt rel gegeben. Um lange 

Belichtungszeiten zu vermeiden, sollte die Photoreaktion also schnell und effizient ablaufen. Weiterhin 

sollten durch das Anregungslicht keine unerwünschten Nebenreaktionen ausgelöst werden. Das 

Photolyseprodukt darf nicht toxisch sein und sollte das Anregungslicht möglichst wenig effizient 

absorbieren, um kompetitive Absorptionseffekte gering zu halten. Um den Photocage universell 

anwenden zu können, sollten Synthese und Anbringung des Cages einfach sein und eine Vielzahl an 

funktionellen Gruppen toleriert werden. Letztlich sollte die PPG für eine Anwendung in biologischem 

Medium ausreichend wasserlöslich und hydrolysestabil sein.[34] 

In den letzten Jahrzehnten wurden PPGs hinsichtlich dieser Kriterien stets weiterentwickelt und 

optimiert, sodass inzwischen das gesamte Spektrum zwischen dem UV- und dem NIR-Bereich 

Abbildung 2: Abspaltung einer ortho-Nitrobenzyl-Schutzgruppe von einem gecagten ATP mithilfe von UV-Licht. 
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abgedeckt ist (Abb. 3).[3,34–37] In den Abschnitten 1.1.2. und 1.1.3. wird im Folgenden speziell auf die 

Cumarin- und BODIPY-Schutzgruppen eingegangen. 

 

1.1.2. Cumarin-Schutzgruppen 

Cumarine gehören strukturell zur Verbindungsklasse der 2H-1-Benzopyran-2-one. Obwohl schon zuvor 

häufig aufgrund seiner fluoreszierenden Eigenschaften verwendet, erfolgte die erste Beschreibung als 

photolabile Schutzgruppe 1984 von Givens und Matuszewski.[38] Diese zeigten, dass Cumarinyl-4-

methyl-Derivate durch Bestrahlung mit Licht Phosphate freisetzen können. Inzwischen ist der 

Photolysemechanismus von Cumarin PPGs gut untersucht. Die Anregung des Chromophors geht mit 

einer Ladungsseparation einher, welche anschließend zu einem heterolytischen Bindungsbruch führt. 

Alternativ kann der angeregte Zustand durch Fluoreszenz oder strahlungslose Relaxation desaktiviert 

werden. Das bei der gewünschten Heterolyse entstandene Ionenpaar kann theoretisch wieder zum 

Edukt rekombinieren. Wahrscheinlicher ist jedoch, dass das Cumarinylkation mit einem nukleophilen 

Solvensmolekül reagiert, da diese im Überschuss vorliegen (Abb. 4).[39]  

Allgemein liegen die Vorteile von Cumarin-basierten PPGs bei hohen molaren 

Absorptionskoeffizienten im sichtbaren Bereich und guten Uncaging-Quantenausbeuten. Die 

Photoreaktion weist eine schnelle Kinetik auf und viele Derivate zeigen sogar eine gute Zweiphotonen-

Aktivität.[40] Zudem besitzen die Moleküle eine hohe thermische Stabilität und können vielseitig 

synthetisch modifiziert werden. Die strukturelle Variabilität sorgte in den letzten Jahren für eine 

Abbildung 3: Übersicht der Grundgerüste gängiger photolabiler Schutzgruppen: ortho-Nitrobenzol, Cumarin, BODIPY, Xanthen 
und Cyanin, angeordnet nach der Anregungswellenlänge. LG = Abgangsgruppe (engl.: leaving group). 

Abbildung 4: Mechanismus der Photolyse eines Cumarinyl-4-methyl-geschützten Phosphats. 
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umfangreiche Entwicklung im Bereich der Cumarin-Schutzgruppen. Hauptsächlich wurde dabei 

versucht, das Absorptionsmaximum bathochrom zu verschieben und den molaren 

Absorptionskoeffizienten, sowie die Uncaging-Quantenausbeute zu erhöhen (Abb. 5). 

Es wurde gezeigt, dass elektronenschiebende Substituenten in 7-Position das Absorptionsmaximum in 

den sichtbaren Bereich verschieben können.[41,42] Dazu wurden häufig Methoxy- oder Diethylamino-

substituierte Cumarine verwendet.[43] Zusätzliche elektronenziehende Reste in 2- oder 3-Position 

erhöhen den intramolekularen Ladungstransfer-Charakter (ICT, intramolecular charge transfer) des 

Moleküls und bewirken eine weitere Rotverschiebung.[44] Jullien et al. publizierten 2013 die Synthese 

neuer Diethylaminocumarin-Derivate (DEACM), die in 2-Position entweder ein Schwefelatom, welches 

durch sein leeres 3d-Oribtal in einen ICT involviert sein kann, oder eine Malonitril-Gruppe, welche sehr 

elektronenziehend ist, besitzen und somit effizient zwischen 350 – 400 nm photolysiert werden 

konnten.[45] Die Gruppen von Ellis-Davies,[14] Zhu,[46] Blanchard-Desce[47] und Kele[48] spezialisierten sich 

auf die Erweiterung des konjugierten -Systems in 3-Position. Dadurch konnten hohe molare 

Absorptionskoeffizienten, eine Absorption über 450 nm und teilweise sehr gute Zweiphotonen-

Aktivität erzielt werden. In einigen Fällen litt allerdings die Uncaging-Quantenausbeute unter diesen 

Modifikationen, da die freie Doppelbindung auch anfällig für lichtinduzierte trans/cis-Isomerisierungen 

sein kann. Rivera-Fuentes et al. verfolgten daher einen anderen Ansatz. Anstatt  zu erhöhen, 

befassten sie sich mit der Optimierung von rel. Sie zeigten, dass die Uncaging-Quantenausbeute von 

Azetidin-substituierten Cumarinen im Vergleich zu DEACM deutlich erhöht werden konnte, da somit 

unproduktive Desaktivierungskanäle aus dem angeregten Zustand, wie Wasserstoffbrückenbindungen 

zu Lösungsmittelmolekülen, blockiert werden konnten.[49] Dieser Effekt wurde ebenfalls von unserer 

Abbildung 5: Übersicht von Cumarin-Modifikationen zur Verbesserung der photochemischen Eigenschaften. 
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Gruppe untersucht. Durch die Synthese verschiedener ATTO390-Schutzgruppen konnte gezeigt 

werden, dass die Uncaging-Quantenausbeute sowohl durch die konformationelle Einschränkung der 

Amino-Substituenten durch rigide Gerüste, als auch durch die Verhinderung von 

Wasserstoffbrückenbindungen verbessert werden kann.[50]  

 

1.1.3. BODIPY-Schutzgruppen 

Die Synthese des Boron-dipyrromethen-Grundgerüsts (BODIPY) geht auf die Arbeiten von Treibs und 

Kreuzer 1968 zurück.[51] Die Verwendung als photolabile Schutzgruppe wurde etwa zeitgleich 2015 von 

den Gruppen Klán,[52] Weinstain[53] und Winter[54] publiziert. Die Idee Fluorophore in Photocages 

umzuwandeln, war zu diesem Zeitpunkt am Beispiel von Cumarinen oder Xanthenen bereits erprobt. 

Gemäß Zimmermanns meta-Effekt ist ein photoinduzierter heterolytischer Bindungsbruch dann 

möglich, wenn bei der elektronischen Anregung eine Verschiebung der Elektronendichte zu einem sp2-

Kohlenstoff erfolgt, welcher in -Position eine Abgangsgruppe trägt.[55] Das -antibindende Orbital der 

Abgangsgruppe kann demnach mit dem LUMO des Chromophors überlappen, was zur 

Bindungsspaltung führt. Basierend auf diesem Prinzip wurde mithilfe von Hückel-MO-Berechnungen 

festgestellt, dass sich die meso-Position von BODIPY für die Anbringung einer lichtspaltbaren 

Abgangsgruppe eignet (Abb. 6a).[52] Der Mechanismus der Photolyse verläuft bei BODIPYs demnach 

ähnlich wie bei den Cumarinen. In einer photochemischen SN1-Reaktion führt die elektronische 

Anregung zu einem Bindungsbruch in meso-Position. Das gebildete Carbokation kann anschließend 

von einem nukleophilen Lösungsmittelmolekül angegriffen werden (Abb. 6b).[56] Als stabiles 

Photolyseprodukt würde dabei in Wasser der meso-substituierte Alkohol bzw. in Methanol der 

Methylether gebildet werden. Allerdings können als Nebenprodukte der Photolyse auch deborylierte 

Verbindungen oder BODIPY-Dimere entstehen.[54] 

Durch die Entwicklung von BODIPY-Cages wurde eine Photoaktivierung mit grünem Licht ermöglicht. 

Das Grundgerüst des Chromophors weist ein Absorptionsmaximum bei 510 nm auf. Allerdings kann 

die Absorption durch einfache chemische Modifikationen bis in den roten Spektralbereich verschoben 

werden. BODIPYs weisen hohe molaren Absorptionskoeffizienten ( = 50000 - 120000 M-1 cm-1)[57] auf, 

Abbildung 6: a) HOMO-LUMO-Übergang von BODIPY im Hückel-Modell. b) Photolysemechanismus der BODIPY PPG: Nach 
Anregung erfolgt ein heterolytischer Bindungsbruch in meso-Position mit anschließendem Angriff eines Nukleophils. 



 

 

6 

1. Theoretischer Hintergrund 

sowie hohe Fluoreszenzquantenausbeuten (i.d.R. F > 0.5).[58] Die lange Fluoreszenzlebensdauer 

( ≈ 5-6 ns)[59] könnte dabei von Vorteil für photochemische Reaktionen sein, da die beiden Prozesse 

auf ähnlichen Zeitskalen ablaufen. BODIPYs weisen weiterhin eine hohe thermische Stabilität, sowie 

eine hohe Photostabilität auf. Die photochemischen Eigenschaften sind wenig sensitiv bezüglich 

Polarität und pH-Wert der Umgebung. Weitere Vorteile sind die geringe Toxizität, die einfache 

synthetische Zugänglichkeit und die vielseitigen Funktionalisierungsmöglichkeiten des BODIPY-

Grundgerüsts.[60] 

Ein großer Nachteil der Verwendung von BODIPYs als photolabile Schutzgruppe liegt jedoch in der 

niedrigen Uncaging-Quantenausbeute. Für das klassische BODIPY liegt rel für eine gute 

Abgangsgruppe wie OAc- nur bei 0.1% (BPY-I).[57] Bei den bathochrom verschobenen Derivaten mit 

Styryl-Substituenten (BPY-II & BPY-III) sinkt rel sogar noch weiter (Abb. 7). Es wurde gezeigt, dass die 

Abspaltung der Abgangsgruppe sowohl aus dem S1- als auch T1-Zustand erfolgen kann. Dies wurde als 

Ansatz zur Verbesserung von rel genutzt. In einer gemeinsamen Struktur-Reaktivitätsstudie von Klán, 

Weinstain und Winter wurde festgestellt, dass die Erhöhung der ISC-Rate (intersystem crossing) durch 

die Einführung von Schweratomen in 2,6-Position die Uncaging-Quantenausbeute verbessert.[56] Die 

Abspaltung der Abgangsgruppe ist zwar aus dem Triplett-Zustand nicht unbedingt effizienter als aus 

dem Singulett-Zustand, allerdings begünstigt die deutlich längere Lebensdauer des T1 die 

Photoreaktion.[61] Eine weitere Verbesserung von rel wurde durch die Methylierung des Boratoms 

erzielt. Die Alkylreste erhöhen die Elektronendichte auf dem Chromophor und erleichtern die 

Photoreaktion durch die Stabilisierung des intermediären Carbokations.[7] Diese Effekte ausnutzend 

Abbildung 7: Erste Generation Grün-, Gelb- und Rotlicht-absorbierender BODIPY PPGs mit sinkender Uncaging-
Quantenausbeute (oben). BODIPY-Derivate mit verbesserter Uncaging-Quantenausbeute durch Halogenierung, Bor-
Methylierung und/oder Rigidisierung des Grundgerüsts (unten). 
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wurde ein BODIPY-Derivat synthetisiert (BPY-IV), das eine Uncaging-Quantenausbeute von 95% 

aufwies.[56] Verbesserungen vonrel gab es auch im Bereich der Rotlicht-absorbierenden BODIPY-

Cages. Die bathochrome Verschiebung wurde bislang durch Styryl-Substituenten in 3,5-Position 

realisiert.[62,63] Die geringen Uncaging-Quantenausbeuten dieser Verbindungen resultierten 

hauptsächlich aus der erhöhten strahlungslosen Relaxationsrate aufgrund der freien Rotierbarkeit der 

Styryl-Doppelbindung. Um diesen unproduktiven Desaktivierungskanal zu blockieren, synthetisierten 

Winter et al. neue konformationell eingeschränkte BODIPY-Derivate (BPY-V & BPY-IV).[8] Durch die 

Rigidisierung des Grundgerüsts wurden somit zum einen Energieverluste durch strahlungslose 

Relaxationspfade vermindert. Zum anderen wurde die oxidative Spaltung der Styryl-Doppelbindung 

unterbunden, die aus der Bildung von Singulett-Sauerstoff im angeregten Zustand resultierte.[34] 

Weiterhin wurde die Wasserlöslichkeit von BODIPY-Photocages optimiert. Die Probleme der meisten 

(vor allem Rotlicht-absorbierenden) photolabilen Schutzgruppen sind eine intrinsische Hydrophobie 

aufgrund von großen organischen Molekülstrukturen, sowie eine veränderte Photochemie in 

wässriger Umgebung. Eine gute Wasserlöslichkeit ist jedoch für biologische Anwendungen, wie z.B. 

Zellstudien, unabdingbar. Weinstain et al. zeigten, dass eine direkte Sulfonierung des BODIPY-

Grundgerüsts den photoinduzierten C-O-Bindungsbruch aufgrund seiner elektronenziehenden 

Eigenschaften hindert.[64] Stattdessen konnten MESNA-substituierte BODIPY-Derivate die 

Wasserlöslichkeit deutlich verbessern, ohne dabei die Photochemie zu kompromittieren. Slanina et al. 

entwickelten wasserlösliche Rotlicht-absorbierende BODIPY-Photocages durch die Einführung 

hydrophiler Reste an den Styryl-Substituenten. Damit gelang die Freisetzung von Lipid-

Signalmolekülen in HeLa-Zellen durch die Bestrahlung mit 632 nm Licht.[65] 

 

1.2. Zweiphotonen-Absorption 

1.2.1. Allgemeine Beschreibung 

Die Zweiphotonen-Absorption (2PA) beschreibt einen nichtlinearen optischen Prozess, innerhalb 

dessen zwei Photonen nahezu simultan absorbiert werden.[66] Die Summe der Energien der Photonen 

entspricht dabei der Gesamtenergie, die für den quantenmechanischen Übergang erforderlich ist. Die 

Anregung erfolgt in zwei Schritten, allerdings ist der Zustand, der nach Absorption des ersten Photons 

erreicht wird so kurzlebig (< 1 fs), dass er als virtuelles Energieniveau bezeichnet wird.[4] Die 2PA erfolgt 

somit nicht-resonant, wobei die beiden Photonen entweder energiegleich (degenerative 2PA) oder 

energieungleich (nicht-degenerative 2PA) sein können. Allerdings wurde auch bereits die resonante 

2PA beschrieben, bei der die nichtlineare Absorption zweier Photonen über ein reelles Zwischenniveau 

erfolgt (Abb. 8).[67–69] 
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Die erste theoretische Beschreibung der 2PA erfolgte 1931 von Maria Goeppert-Mayer.[70] Mit der 

Entwicklung gepulster Hochleistungslaser konnte der Prozess 1961 von Kaiser und Garrett 

experimentell nachgewiesen werden.[71] Zweiphotonen- bzw. Multiphotonen-Methoden gewannen 

seitdem immer mehr an wissenschaftlichem Interesse, unter anderem aufgrund der Entwicklung der 

Zweiphotonen-Fluoreszenzmikroskopie 1990 von Webb et al.[72]  

Da bei der Zweiphotonen-Absorption für den elektronischen Übergang zwei Photonen etwa der halben 

Energie benötigt werden, ist die Aktivierungswellenlänge der 2PA deutlich rotverschoben im Vergleich 

zum entsprechenden Einphotonen-Prozess (Abb. 9a).[73] Weiterhin hängt im Gegensatz zur 

Einphotonen-Absorption (1PA), die eine lineare Proportionalität zur Lichtintensität aufweist, die 

Wahrscheinlichkeit der 2PA quadratisch von der Intensität ab.[74] Somit werden nicht wie bei der 1PA 

alle Moleküle im Strahlengang angeregt, da für die 2PA eine sehr hohe Photonendichte vonnöten ist. 

Diese ist im Fokalpunkt eines Lasers am höchsten und sinkt entlang der z-Achse, wodurch sich ein 

Anregungsvolumen von etwa 1 fl ergibt (Abb. 9b).[75]  

Abbildung 9: a) Absorptionsspektrum eines Blaulicht-absorbierenden nicht-zentrosymmetrischen Chromophors, das mittels 
1PA oder 2PA angeregt werden kann. b) Schematische Darstellung der Lichtintensitäts-Abhängigkeit; bei der 1PA werden alle 
Moleküle im Strahlengang angeregt, während das Anregungsvolumen bei der 2PA auf den Fokalpunkt beschränkt ist (weiß: 
Moleküle im Grundzustand; grau: Moleküle im angeregten Zustand). 

Abbildung 8: Vereinfachte Darstellung eines elektronischen Übergangs aus dem Grundzustand (S0) in einen angeregten 
Zustand (Sn) mittels Einphotonen-Absorption (1PA, blau), Zweiphotonen-Absorption zweier energiegleicher Photonen 
(degenerative 2PA, rot) bzw. zweier energieungleicher Photonen (nicht-degenerative 2PA, gelb) oder mittels Zweiphotonen-
Absorption über ein reelles Zwischenniveau Sm (resonante 2PA, grün) im Jablonski-Diagramm. 
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Während die Effektivität der 1PA durch den molaren Absorptionskoeffizienten  quantifiziert wird, gilt 

als Maß für die 2PA der Zweiphotonen-Einfangquerschnitt 2, welcher in der Einheit Goeppert-Mayer 

(GM) angegeben wird. 1 GM entspricht dabei 10-50 cm4 s Photonen-1 Moleküle-1.[76] Will man die 

Effizienz eines photophysikalischen Prozesses beschreiben, der durch 2PA induziert wird, wird der 

Zweiphotonen-Einfangquerschnitt mit einer Quantenausbeute multipliziert, wobei der Zweiphotonen-

Wirkungsquerschnitt  ebenfalls in der Einheit GM erhalten wird (Gl. 2). 

x = 2 * x     (2) 

Wie für alle quantenmechanischen Übergänge gelten für die 2PA gewisse Auswahlregeln. Allgemein 

geben Auswahlregeln an, ob ein physikalisches System seinen Zustand ändern kann, also im Falle der 

Lichtabsorption, ob ein elektronischer Übergang in einen angeregten Zustand stattfinden kann. Die 

Wahrscheinlichkeit eines solchen Übergangs ist dabei abhängig vom Übergangsdipolmoment. 

Lichtabsorption kann prinzipiell stattfinden, wenn das Übergangsdipolmoment zwischen dem 

Grundzustand und dem angeregten Zustand größer als Null ist.[77] Je nach Molekülsymmetrie gelten 

unterschiedliche Auswahlregeln für die 2PA. Für zentrosymmetrische Moleküle, bei denen statische 

Dipolmomente vernachlässigt werden können, gilt, dass ein elektronischer Übergang mit einer 

Inversion der Orbitalsymmetrie einhergehen muss, um „erlaubt“ zu sein. Genauer gesagt sind nur 

Übergänge von geraden Zuständen zu ungeraden Zuständen und andersherum erlaubt, während 

Übergänge zwischen Zuständen gleicher Parität, also gleichen Symmetrieeigenschaften, verboten 

sind.[78] Im Vergleich zur 1PA ergeben sich hier für die 2PA neue Übergangsmöglichkeiten, da dieser 

Prozess über ein virtuelles Energieniveau verläuft, bei dem die Wellenfunktion unverändert bleibt, die 

Orbitalsymmetrie jedoch invertiert wird. Somit werden Übergänge von gerade zu gerade ermöglicht, 

während Übergänge von gerade zu ungerade verboten sind.[79] Bei nicht-zentrosymmetrischen 

Molekülen weist das gesamte Molekül einen dipolaren Charakter auf. Ein Übergang von gerader zu 

ungerader Parität (oder umgekehrt) ist dann nicht mehr nur über einen 1PA-Prozess, sondern auch 

mittels 2PA möglich (Abb. 10).[78] 

Abbildung 10: Darstellung der Auswahlregeln im Jablonski-Diagramm. Bei zentrosymmetrischen Chromophoren ist der 
Übergang Sg->Si (gerade zu ungerade) 1P-erlaubt, während der Übergang Sg->Sf (gerade zu gerade) 2P-erlaubt ist. Bei nicht-
zentrosymmetrischen Chromophoren ist der Übergang Sg->Sf (gerade zu ungerade) sowohl 1P- als auch 2P-erlaubt. 
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Techniken, die auf 2PA basieren, finden heutzutage unter anderem Anwendung in hochaufgelöster 

Mikroskopie,[80,81] photodynamischer Therapie (PDT),[82,83] Mikrofabrikationsverfahren,[84] optischer 

Datenspeicherung[85] oder lokalisierter Wirkstofffreisetzung.[21,86] In den Abschnitten 1.2.3., 1.2.4. und 

1.2.5. wird ein besonderer Fokus auf Zweiphotonen-Fluorophore und Zweiphotonen-Uncaging gelegt. 

 

1.2.2. Messmethoden 

Bei der experimentellen Bestimmung des Zweiphotonen-Einfangquerschnitts kann zwischen direkten 

und indirekten Messmethoden unterschieden werden. Ein Beispiel für eine direkte Methode ist der 

Z-Scan, welcher von Sheik-Bahae et al.[87] zur Charakterisierung von nichtlinearen optischen Medien 

entwickelt wurde. Das Prinzip des Z-Scans ähnelt dem der Einphotonen-Absorptionsmessung: Die 

Probe wird mithilfe einer Lichtquelle, welche in diesem Fall ein fokussierter Laser sein muss, um die 

nötige Intensität für die 2PA zu erreichen, angeregt und die Änderung des transmittierten Lichts wird 

von einem Detektor erfasst. Während des Experiments bleibt die Energie des Laserstrahls konstant 

und die Probe wird longitudinal entlang der z-Achse durch den Laserfokus bewegt (Abb. 11a).[88] Da die 

Probe somit ortsabhängig einen unterschiedlichen Strahlendurchmesser erfährt, kann im Anschluss 

die Lichtintensität am Detektor als Funktion der Probenposition aufgetragen werden. Bedingt durch 

die quadratische Abhängigkeit zur Lichtintensität sollte 2PA nur im Laserfokus auftreten. Demnach 

beträgt die Transmission 1 (bei offener Apertur), wenn sich die Probe außerhalb des Fokus befindet 

und sinkt, wenn sie sich dem Fokus nähert. Am Fokalpunkt, an dem die Wahrscheinlichkeit der 2PA am 

höchsten ist, verläuft die Messkurve durch ein Minimum. Hier wird z – also der Abstand der Probe zum 

Fokus – als 0 definiert. Wird die Probe weiterbewegt, verlässt sie den Fokus und die Transmission steigt 

wieder (Abb. 11b). Der Nachteil der Z-Scan-Methode ist, dass eine hohe Laserintensität benötigt wird, 

um ein messbares 2PA Signal zu generieren. Dabei können wiederum ungewünschte Effekte, wie ESA 

(excited state absorption) oder Photobleichen auftreten, die die Auswertung der Messung erschweren 

bzw. die Messwerte verfälschen können.[89] Aus diesem Grund wird zur Bestimmung der 

Zweiphotonen-Eigenschaften häufig auf indirekte Methoden zurückgegriffen. 

Abbildung 11: a) Versuchsaufbau eines Z-Scan Experiments. Der Laserstrahl wird mithilfe eines Strahlteilers zum Teil auf einen 
Referenzdetektor geleitet und zum Teil durch eine Linse fokussiert. Die Probe wird entlang der z-Achse durch den Laserfokus 
bewegt. Die Intensitätsänderung des transmittierten Lichts wird am Detektor erfasst. b) Transmission in Abhängigkeit der 
Probenposition. Die Kurve erreicht das Minimum im Laserfokus (z = 0). 
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Bei einer indirekten Methode wird nicht das Absorptionsereignis an sich detektiert, sondern ein 

Prozess, der durch die 2PA induziert wird. Ein Beispiel hierfür ist die Zweiphotonen-angeregte 

Fluoreszenz (TPEF, two-photon excited fluorescence). Voraussetzung für diese Messmethode ist, dass 

die untersuchte Verbindung in der Lage ist zu fluoreszieren. Durch das Anregungslicht werden die 

Fluorophore über einen 2PA Prozess in einen angeregten Singulett-Zustand Sn überführt. Die 

Relaxation in den niedrigsten Schwingungszustand des ersten angeregten Zustandes (IC, internal 

conversion) wird aufgrund der sehr schnellen Zeitskala (~1 ps), auf der sie abläuft, vernachlässigt.[90] 

Die aus dem S1-Zustand emittierte Fluoreszenz kann anschließend detektiert werden. Anhand dieses 

Fluoreszenzsignals lässt sich der Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitt F bestimmen, aus dem gemäß 

Gleichung (2) durch Division mit der Fluoreszenzquantenausbeute F der Zweiphotonen-

Einfangquerschnitt 2 erhalten werden kann.[89] Hierbei wird näherungsweise die 

Fluoreszenzquantenausbeute nach 1PA und 2PA gleichgesetzt, da davon ausgegangen wird, dass die 

Fluoreszenz unabhängig der Anregung aus dem S1-Zustand erfolgt (Kasha-Regel)[91]. Bei einem TPEF-

Experiment sollten immer zunächst leistungsabhängige Fluoreszenzmessungen durchgeführt werden, 

um die quadratische Lichtabhängigkeit, die für die 2PA charakteristisch ist, zu überprüfen. Andernfalls 

könnten die gemessenen -Werte durch Einphotonen-Fluoreszenzbeiträge überschätzt werden.[78] 

Fluoreszenzbasierte Methoden haben den Vorteil sehr sensitiv zu sein. Der Nachteil von TPEF ist, dass 

sich absolute 2-Werte nur sehr aufwendig bestimmen lassen, da die Absorptionsrate stark von der 

örtlichen und zeitlichen Kohärenz des Anregungsstrahls abhängig ist.[92] Da die Bestimmung dieser 

Parameter nicht trivial ist, werden statt absoluten häufig relative 2-Werte ermittelt. Dafür wird die 

gemessene Fluoreszenzintensität mit der eines Referenz-Fluorophors, dessen 2PA Eigenschaften 

bekannt sind, verglichen und aus dem Verhältnis der endgültige Einfangquerschnitt berechnet. 

Relative TPEF-Messungen sind heutzutage durch das Vorhandensein verschiedener Datenbanken sehr 

gut zugänglich. Eine der bekanntesten wurde von Xu und Webb erstellt und umfasst etwa zwölf 

Fluorophore im Anregungsbereich zwischen 690 – 1050 nm.[89,92] 

 

1.2.3. Zweiphotonen-Fluorophore 

Durch die Kombination von TPEF mit der Laser-Scanning-Mikroskopie, entwickelten Webb et al. 1990 

die Zweiphotonen-Fluoreszenzmikroskopie.[72] Diese wies signifikante Vorteile gegenüber der 

konventionellen Konfokal-Fluoreszenzmikroskopie auf. Die quadratische Lichtabhängigkeit der 2PA 

sorgt für eine dreidimensionale Auflösung. Da die Probe nur im Fokalpunkt angeregt wird, kann „out-

of-focus“-Fluoreszenz vermieden werden und somit ein höherer Kontrast und eine bessere Auflösung 

des Bildes erzielt werden.[75] Das energieärmere NIR-Licht ermöglicht zudem eine höhere Eindringtiefe 

in biologisches Gewebe, da der Streukoeffizient von Licht mit zunehmender Wellenlänge abnimmt.[93] 
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Weiterhin tritt im NIR-Bereich so gut wie keine Absorption von zellulären Bestandteilen, sowie keine 

Autofluoreszenz von endogenen Fluorophoren, wie Flavinen, Porphyrinen oder Kollagenen auf.[75] 

Aufgrund dieser verminderten Absorptions- und Streueffekte kann beispielsweise 600 nm Licht etwa 

2–3 mm und 800 nm Licht sogar 4-5 mm tief in menschliches Gewebe eindringen.[34] Das 

niederenergetische Licht sorgt weiterhin für eine geringere Phototoxizität und weniger Photobleichen, 

wodurch längere Belichtungszeiten realisiert werden können. Der Wellenlängenbereich zwischen 

650 – 850 nm wird demnach auch „phototherapeutisches Fenster“ genannt (Abb. 12).[94]  

Die essentiellen Vorteile, die die Zweiphotonen-Mikroskopie mit sich bringt, führte in den letzten 

Jahren zu einer stetigen Entwicklung und Verbesserung von 2P-aktivierbaren Fluorophoren. Die 

Optimierung der Fluorophore erfolgt dabei hinsichtlich ihrer Helligkeit 2F, d.h. der Zweiphotonen-

Einfangquerschnitt und/oder die Fluoreszenzquantenausbeute sollten erhöht werden. Um 

ausreichend helle Bilder zu erhalten, ohne dabei Photoschäden zu generieren, wurde eine 

Mindesthelligkeit von 50 GM postuliert.[95] 

Im Allgemeinen sind die Zweiphotonen-Eigenschaften eines Chromophors nur schwer vorherzusagen. 

Trotzdem lassen sich einige Trends feststellen, die beim Moleküldesign berücksichtigt werden können. 

Erstens spielt die Länge des konjugierten Systems eine große Rolle. Das Übergangsdipolmoment µ ist 

abhängig von der Strecke, über die die Ladung während des elektronischen Übergangs delokalisiert 

ist.[78] Daher ist zu erwarten, dass µ proportional mit zunehmender Anzahl an konjugierten 

Doppelbindungen in einem linearen Molekül zunimmt. Ein Beispiel für diesen Trend ist in Abbildung 13 

gezeigt. Benzol besitzt praktisch keine 2PA Fähigkeiten (0 GM). Die Erweiterung um einen weiteren 

aromatischen Ring, wie beim Naphthalin, führt zu einer Erhöhung des Zweiphotonen-

Einfangquerschnitts auf 0.9 GM.[76] Die Einführung einer linearen konjugierten Kette im Stilben zeigt 

einen deutlichen Anstieg des Einfangquerschnitts auf 12 GM.[96] Die Verbesserung der 2PA gilt natürlich 

nur bis zu einer gewissen Kettenlänge, da ab einer bestimmtem Molekülgröße die Planarität abnimmt 

und die Elektronen nicht mehr über das gesamte -System delokalisiert werden können.[78] 

Abbildung 12: Phototherapeutisches Fenster (modifizierte Abbildung nach Dabrowski [94]©Royal Society of Chemistry, 2015). 
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Weiterhin hat sich gezeigt, dass der ICT-Charakter (intramolecular charge transfer) eines Moleküls 

einen großen Einfluss auf die 2P-Eigenschaften hat. Durch die Einführung von elektronenschiebenden 

und –ziehenden Substituenten, also die Bildung eines dipolaren Donor-Akzeptor-Systems (D--A), 

kann sowohl eine bathochrome Verschiebung erzielt, als auch die 2PA drastisch verbessert werden.[97] 

In Abbildung 14a ist zu sehen, dass das substituierte Molekül einen etwa 10x höheren 2-Wert als das 

einfache Stilben hat. Noch größere Zweiphotonen-Einfangquerschnitte können durch quadrupolare 

Systeme (D--A--D bzw. A--D--A) (Abb. 14b) oder oktupolare Systeme (D(--A)3 bzw. A(--D)3) 

(Abb. 14c) erreicht werden.[98] Allerdings geht eine Verstärkung des ICT-Charakters oftmals mit einer 

Verringerung der Fluoreszenzquantenausbeute einher, da energetisch niedrigere ICT-Zustände häufig 

strahlungslos desaktiviert werden (energy gap law).[99] Um eine möglichst hohe Helligkeit des 

Fluorophors zu erzielen, ist es daher wichtig sowohl 2 als auch F zu optimieren. Ein weiterer 

Widerspruch, der das Design von guten 2P-Absorbern verkompliziert, ist die steigende Hydrophobie 

von organischen Verbindungen bei zunehmender Molekülgröße.[100] Für Experimente im biologischen 

Kontext ist jedoch die Wasserlöslichkeit der Chromophore ein wichtiger Aspekt. Schlussendlich muss 

bei der Entwicklung und Optimierung von Zweiphotonen-Fluorophoren ein Kompromiss der 

genannten Parameter gefunden werden, der am besten den experimentellen Anforderungen gerecht 

wird. Zu den typischen Vertretern von Zweiphotonen-Fluorophoren gehören Fluoresceine,[89] 

Rhodamine,[6,101] Pyrene,[102] Naphthalimide,[103] Porphyrine[104] oder Fluorene.[105,106] 

Abbildung 14: Verbesserte Zweiphotonen-Einfangquerschnitte in a) dipolaren Systemen, b) quadrupolaren Systemen und c) 
oktupolaren Systemen. Abbildung in Anlehnung an Abe et al.[76] 

Abbildung 13: Erhöhung des Zweiphotonen-Einfangquerschnitts durch Erweiterung des konjugierten -Systems. 
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1.2.4. Zweiphotonen-Uncaging 

Wie bereits in Abschnitt 1.1.1. beschrieben können durch Licht als harmlosen externen Stimulus 

biologisch relevante Substrate freigesetzt werden. Es wurde viel Optimierungsarbeit geleistet, um 

photolabile Schutzgruppen in den phototherapeutischen Bereich zu verschieben. Die Effektivität 

dieser Photocages nahm allerdings während dieses Prozesses häufig ab, da die Energie von rotem Licht 

geringer ist, wodurch der photochemische Bindungsbruch erschwert wird und man zum Beispiel auf 

die Verwendung von selbst-immolativen Linkern zurückgreifen musste.[107] 

Mit der Entwicklung der Zweiphotonen-Mikroskopie in der 90er Jahren kam auch die Erkenntnis, dass 

sich durch die Kombination der Zweiphotonen-Technik mit dem Uncaging-Mechanismus ganz neue 

Möglichkeiten für die präzise Freisetzung von biologischen Effektormolekülen ergeben. Zum einen 

kann auf energiearmes NIR-Licht zurückgegriffen werden, um den gewünschten angeregten Zustand 

zu erreichen, und zum anderen wird dadurch eine tiefere Eindringung in biologisches Gewebe 

erwirkt.[74] 

Erste Anwendungen fand das Zweiphotonen-Uncaging 1994 durch Denk et al.,[108] die allerdings nur 

einfache ortho-Nitrobenzyl-Derivate verwendeten, welche eine ineffektive Photolyse bei 640 nm 

zeigten oder 1998 durch Lipp und Niggli, die Ca2+-Ionen durch die Photolyse von Dimethoxy-Nitrophen-

Ca-Komplexen freisetzten.[86] In den Folgejahren wurde der Fokus auf die Freisetzung von 

Neurotransmittern, wie Glutamat oder GABA, gelegt. 2001 gelang Kasai et al. erstmals das 2P-Uncaging 

von MNI-geschütztem Glutamat in Neuronen bei 720 nm.[109] In diesem Feld sind klar die Vorteile des 

2P-Uncagings zu erkennen, da durch das geringe Anregungsvolumen der 2PA Neurotransmitter-

Konzentrationen in einzelnen Synapsen gesteuert werden können. Zu den häufig verwendeten 2P-

Photocages zählen Dimethoxy-ortho-Nitrobenzyle, Cumarine (z.B. BHc[110] oder DEACM450
[14]), 

Methoxy-Nitroindole (MNI)[111] oder Chinoline (Abb. 15).[112] 

 

Abbildung 15: Übersicht 2P-aktiver Photocages, darunter Dimethoxy-ortho-Nitrobenzol (DMNB),[110] 7-Hydroxy-6-bromo-
cumarin (BHc),[110] Methoxy-Nitroindol (MNI),[109] 8-Bromo-7-hydroxychinolin (BHQ)[112] und Nitrodibenzofuran (NDBF).[113] 

Unsere Gruppe publizierte 2018 einen interessanten Fall von anregungsspezifischer Photochemie 

durch die Synthese eines neuen DMA-NDBF-Photocages, der ausschließlich durch 2P-Licht angeregt 

werden und somit orthogonal zu einem strukturell ähnlichen NDBF-Photocage, welcher 1P-aktiv ist, 

aktiviert werden konnte.[114] 
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Es wurde postuliert, dass für biologische Anwendungen ein Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitt u von 

mindestens 3 GM benötigt wird, um eine ausreichende Substratfreisetzung bei einer Laserleistung, die 

nicht zellschädigend ist, zu garantieren.[115] Dieser Wert kann zwar je nach Publikation variieren, 

trotzdem stellt die Erhöhung von u eine aktuelle Aufgabe in der Photochemie dar. Eine Möglichkeit 

die Zweiphotonen-Eigenschaften einer photolabilen Schutzgruppe zu erhöhen ist die Modifikation des 

Photocage-Grundgerüsts, z.B. durch die Erweiterung des konjugierten -Systems oder die Einführung 

von Push-Pull-Substituenten (vgl. Abschnitt 1.2.3.). Da hierbei aber die elektronische Struktur des 

Moleküls verändert wird, sind die Änderungen der photophysikalischen Eigenschaften oftmals 

unvorhersehbar oder sogar kontraproduktiv. Ein alternativer Ansatz zur Verbesserung des 

Zweiphotonen-Uncagings, bei dem die Struktur des Photocages erhalten bleibt, wird im nächsten 

Abschnitt beschrieben. 

 

1.2.5. Energietransferdyaden für verbessertes 2P-Uncaging 

Die Effektivität einer 2P-induzierten Uncaging-Reaktion ist wie in Abschnitt 1.2.1. beschrieben 

abhängig vom Zweiphotonen-Einfangquerschnitt und der Uncaging-Quantenausbeute (u = 2rel). Es 

wurden demnach 2P-aktivierbare photolabile Schutzgruppen entwickelt, bei denen diese beiden 

Faktoren ausgeprägt waren. Allerdings hat sich hierbei häufig gezeigt, dass die Verbesserung des einen 

Parameters zur Verschlechterung des anderen führen kann.  

Aus diesem Grund wurde als alternativer Lösungsansatz der Absorptionsprozess vom Uncaging-

Prozess separiert. Dies wurde durch die Entwicklung von Energietransferdyaden realisiert. Prinzipiell 

können damit Chromophore mit unterschiedlichen photophysikalischen Eigenschaften, z.B. ein guter 

Zweiphotonen-Absorber (2 ↑) und ein guter Photocage (rel ↑), in einem molekularen System vereint 

werden.[116] Der 2P-Absorber (i.d.R. ein Fluorophor) fungiert in diesem Fall als Donor und überträgt das 

(über einen Zweiphotonen-Prozess) absorbierte Licht durch einen Energietransfer auf einen kovalent 

verknüpften Photocage (Akzeptor), was anschließend zum Bindungsbruch und somit zur Freisetzung 

des geschützten Substrats führt (Abb. 16). 

Abbildung 16: Schematische Darstellung einer Energietransferdyade. Das Licht wird von einem geeigneten Fluorophor über 
einen Zweiphotonen-Prozess absorbiert. Die Anregungsenergie wird anschließend auf einen Photocage übertragen (EET = 
excitation energy transfer), was zur Abspaltung des Substrats (LG, leaving group) führt. 
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Die Art des Energietransfers kann dabei unterschiedlicher Natur sein. Bei einem PET (photoinduced 

electron transfer) wird ein Elektron im angeregten Zustand von einem Donor auf einen Akzeptor 

übertragen. Anderson et al. zeigten, dass Carbonsäuren durch einen 2P-induzierten Elektronentransfer 

von einem Fluoren-Donor auf ein Pyridiniumsalz-Akzeptor freigesetzt werden können.[117] 

Chromophore mit hoher ISC-Rate können Energie über einen TT-ET (triplet triplet energy transfer) 

übertragen. Dieser Mechanismus ist für Photocages relevant, die ihre Abgangsgruppe aus dem T1-

Zustand abspalten können, wie z.B. MNI.[118] Einer der bekanntesten Energietransfers ist der FRET 

(fluorescence resonance energy transfer).[119–121] Bei einem solchen wird die Energie eines angeregten 

Donor-Farbstoffes strahlungsfrei auf einen Akzeptor-Farbstoff übertragen. Voraussetzung für den 

Transfer sind ein spektraler Überlapp des Emissionsspektrums des Donors mit dem 

Absorptionsspektrum des Akzeptors. Da es sich um eine Dipol-Dipol-Wechselwirkung handelt, spielt 

auch das Übergangsdipolmoment eine wichtige Rolle. Somit müssen die Schwingungsebenen von 

Donor und Akzeptor parallel ausgerichtet sein, damit FRET stattfinden kann. Diese Voraussetzung wird 

vor allem bei intramolekularen Systemen wichtig, bei dem Donor und Akzeptor nicht frei beweglich 

sind. Weiterhin ist eine räumliche Nähe der beiden Chromophore (1 - 10 nm) vonnöten, da die FRET-

Effizienz mit der sechsten Potenz des Abstands von Donor und Akzeptor abnimmt. Es handelt sich also 

hierbei um einen sogenannten „through-space“ Energietransfer, d.h. Donor und Akzeptor können 

durch einen nicht-konjugierten Linker miteinander verbunden sein. Sind die Moleküle einer Dyade 

durch einen konjugierten Linker verbrückt, kann die Energie zusätzlich durch einen „through-bond“ 

Energietransfer (wie z.B. Dexter-Transfer) übertragen werden.[122] Blanchard-Desce et al. publizierten 

2013 ein 2P-sensitives Kombinationssystem aus einem quadrupolaren Fluoren-Derivat als starken 2P-

Absorber und zwei kovalent verknüpften MNI-Photocages (Abb. 17). Damit gelang die 2P-induzierte 

Freisetzung von Glutamat bei 730 nm mit einem Wirkungsquerschnitt von u = 0.5 GM.[123] Durch die 

Optimierung des Systems konnte anschließend sogar eine Erhöhung von u auf 20 GM erzielt 

werden.[124] 

Abbildung 17: Beispiel für eine FRET-basierte molekulare Dyade bestehend aus einem Fluoren-Derivat als 2P-Absorber, zwei 
MNI-Photocages und geschütztem Glutamat als Abgangsgruppe von Blanchard-Desce et al.[123] 
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1.3. Fluoreszenzmikroskopie 

1.3.1. Klassische Lichtmikroskopie 

In einem Lichtmikroskop können kleine Strukturen mithilfe von Licht stark vergrößert werden. Dies 

geschieht durch die Zusammensetzung mehrerer konvexer Linsen, die zunächst ein reelles 

vergrößertes Zwischenbild des betrachteten Objekts erstellen, welches anschließend durch das Okular, 

in dem sich eine weitere Linse befindet, wie durch eine Lupe weiter vergrößert wird. Der Betrachter 

sieht somit ein vergrößertes virtuelles Abbild in der Ferne (Abb. 18).[125] Die Durchleuchtung des 

Präparats mit Licht dient dabei zur Kontrastbildung, um Bildstrukturen klar erkennen zu können.  

Die Qualität der Bildgebung wird durch die Auflösung eines mikroskopischen Verfahrens bestimmt. Die 

Auflösung gibt den Mindestabstand (d) zweier Strukturen an, um diese noch getrennt wahrnehmen zu 

können. Sie hängt von der Wellenlänge () des verwendeten Lichts, sowie von der numerischen 

Apertur (NA) des Mikroskops ab (Gl. 3). Die NA fasst dabei objektivspezifische Parameter, wie dem 

Brechungsindex (n) des umgebenden Mediums und dem Öffnungswinkel () des Objektivs, zusammen 

(Gl. 4).[126]  

d =  ∙ NA           (3) 

NA = n ∙ sin()           (4) 

Anhand dieser Faktoren ergibt sich aufgrund der Beugung des Lichts am abzubildenden Objekt eine 

Auflösungsgrenze, die sich für die Lichtmikroskopie bei ca. 200 nm befindet. Diese Grenze wird auch 

als Abbé-Limit bezeichnet, namensgebend durch Ernst Abbé, der diesen Zusammenhang erstmals 

beschrieben hat.[127] 

Eine leichte Verbesserung der optischen Auflösung konnte durch die Entwicklung der 

Konfokalmikroskopie erzielt werden. Hierbei handelt es sich um eine spezielle Form der 

Abbildung 18: Linsenaufbau in einem Lichtmikroskop zur Bildvergrößerung eines Objektes. Abbildung in Anlehnung an 
S. Schmitz & C. Desel.[125] 
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Lichtmikroskopie, bei der das Bild Stück für Stück durch eine Lochblende abgerastert und das 

Gesamtbild am Ende zusammengesetzt wird.[128] Die Lochblende sorgt dabei dafür, dass nur Licht aus 

einem kleinen Volumen an den Detektor gelangt. Dadurch kann ein besserer Kontrast erzeugt und eine 

höhere Bildschärfe erzielt werden. 

Ein alternatives Verfahren zur Lichtmikroskopie, mit dem die Bildauflösung verbessert werden kann, 

ist die Elektronenmikroskopie (EM). Aufgrund der deutlich geringeren Wellenlänge von Elektronen im 

Vergleich zu sichtbaren Licht, kann mit dieser Technik eine sehr hohe Auflösung auf atomarem Level 

erzielt werden.[129] Der Nachteil dieser Methode ist, dass die Elektronen mit dem abzubildenden 

Präparat interagieren können. Das sorgt zum einen für eine geringe Eindringtiefe und zum anderen für 

eine mögliche Veränderung der Probe durch die Reaktion mit den Elektronen. EM-Messungen müssen 

daher im Vakuum und bei tiefen Temperaturen (Kryo-EM) durchgeführt werden.[17] 

Maßgebliche Durchbrüche zur Verbesserung der optischen Auflösung gab es in den 90er Jahren durch 

die Entwicklung von mikroskopischen Verfahren, die das Abbé-sche Beugungslimit deutlich 

unterliefen. Diese Techniken basieren auf der Fluoreszenzmikroskopie. Dabei handelt es sich um eine 

spezielle Form der Lichtmikroskopie, bei der eine Probe angeregt und das von ihr emittierte Licht 

detektiert wird. Dafür müssen die abzubildenden Strukturen in der Lage sein zu fluoreszieren. Um den 

Prozess der Fluoreszenz zu erklären, wird im folgenden Abschnitt betrachtet, was bei der 

elektronischen Anregung eines Systems geschieht.  

 

1.3.2. Fluoreszenz 

Licht kann auf verschiedene Weisen mit Materie interagieren. So kann es zum Beispiel reflektiert, 

gebeugt oder gestreut werden. Entspricht die Photonenenergie der Differenz zweier Energieniveaus, 

spricht man von Absorption, d.h. die Energie wird von dem System (Atom oder Molekül) 

aufgenommen. Dadurch können Elektronen aus ihrem Grundzustand (S0) in einen angeregten Zustand 

(S1, S2,…, Sn) angehoben werden. Dieser und die darauffolgenden Vorgänge können am besten in einem 

Jablonski-Diagramm dargestellt werden (Abb. 19).[130] Der Absorptionsprozess erfolgt auf einer sehr 

kurzen Zeitskala (10-15 s). Da Atomkerne vergleichsweise langsam schwingen, können die elektronische 

Anregung und die anschließende Atombewegung im Molekül getrennt voneinander betrachtet werden 

(Franck-Condon-Prinzip).[131] Für einen elektronischen Zustand existieren mehrere 

Schwingungszustände. Da Übergänge in verschiedene Schwingungszustände möglich sind, resultieren 

verbreiterte Spektren. Nach Anregung in einen angeregten Schwingungszustand erfolgt eine schnelle 

Absenkung in den Schwingungsgrundzustand des erreichten elektronischen Zustands (vibronische 

Relaxation). Höhere elektronische Zustände als der S1 werden meistens durch innere Umwandlung 
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(IC, internal conversion) desaktiviert. Dabei findet eine strahlungslose Relaxation in einen 

Schwingungszustand des elektronisch niedrigeren Zustands statt. Schwingungsrelaxation und IC sind 

sehr schnelle Prozesse (10-12 s) und werden daher oft vernachlässigt, sodass hauptsächlich Pfade aus 

dem ersten angeregten Zustand (S1) betrachtet werden.[90] Hier können verschiedene Prozesse 

ablaufen. Zum einen kann erneut eine strahlungslose Desaktivierung erfolgen, wobei die Lichtenergie 

in Schwingungs-, Rotations- oder Translationsenergie umgewandelt wird. Wird beim Rückgang in den 

Grundzustand Licht emittiert, spricht man von Lumineszenz. Diese kann in zwei Klassen unterteilt 

werden, Fluoreszenz und Phosphoreszenz. Bei der Fluoreszenz handelt es sich um die spontane 

Emission eines Photons aus einem angeregten Singulett-Zustand. Dieser Prozess ist Spin-erlaubt und 

erfolgt auf einer Zeitskala von 10-8 – 10-9 s. Aufgrund der zuvor beschriebenen schnellen Desaktivierung 

eines höher angeregten Zustands Sn in den S1, besagt die Kasha-Regel, dass Fluoreszenz immer aus 

dem ersten angeregten Zustand erfolgt.[91] Es wurden allerdings auch schon Ausnahmen von dieser 

Regel beschrieben.[132,133] Da bei der Relaxation in den S1 ein Teil der Energie strahlungslos abgegeben 

wird, ist die Fluoreszenz stets rotverschoben im Vergleich zur Absorption. Der spektrale Abstand 

zwischen dem Absorptions- und dem Emissionsmaximum wird Stokes-Verschiebung genannt.  

 

Erfolgt die Lumineszenz aus einem angeregten Triplett-Zustand spricht man von Phosphoreszenz. Den 

strahlungslosen Übergang von elektronischen Anregungszuständen unterschiedlicher Multiplizitäten 

(z.B. S1→T1) nennt man Interkombination bzw. intersystem crossing (ISC). Bei diesem Vorgang wird der 

Elektronen-Spin invertiert. Dieser (zwar nach optischen Auswahlregeln verbotene) Prozess ist dann 

möglich, wenn es zu einer starken Wechselwirkung zwischen dem magnetischen Moment des Spins 

und dem zugehörigen Orbital (Spin-Bahn-Kopplung) bzw. bei Diradikalen zwischen zwei Elektronen-

Spins (Spin-Spin-Kopplung) kommt.[134] Im vibronischen Grundzustand des angeregten Triplett-

Zustands besitzt der Elektronen-Spin folglich dieselbe Orientierung wie der Spin im Grundzustand, d.h. 

dieser Übergang ist erneut „verboten“. Daraus resultiert die deutlich längere Lebenszeit von 

Phosphoreszenz im Millisekunden- bis Sekundenbereich.[90] 

Abbildung 19: Beispielhaftes Jablonski-Diagramm: Nach elektronischer Anregung erfolgt eine schnelle Schwingungsrelaxation 
und inneren Umwandlung in den S1. Von dort kann das System auf verschiedenen Wegen, wie strahlungsloser Relaxation, 
Fluoreszenz oder Phosphoreszenz in den Grundzustand zurückkehren. 
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Nicht im Jablonski-Diagramm dargestellt können alternativ zur Lumineszenz und zur strahlungslosen 

Relaxation nach elektronischer Anregung natürlich eine Reihe an photochemischer bzw. 

photophysikalischer Mechanismen ablaufen, wie Bindungsbrüche, Isomerisierungen, Redox-

Reaktionen, (De-)Protonierungen oder Energieüberträge. Diese Prozesse laufen in der Regel aus dem 

S1 oder T1 ab und bilden die Grundlage für die Steuerung von biologischen und chemischen Prozessen 

mit Licht. 

 

1.3.3. Aufbau und Funktionsweise 

Bei der Fluoreszenzmikroskopie werden die fluoreszierenden Eigenschaften von Molekülen 

ausgenutzt. Der typische Aufbau besteht aus einer Lichtquelle, aus der die gewünschte Wellenlänge 

durch einen Anregungsfilter selektiert wird. Das Licht wird von einem dichroitischen Spiegel auf das 

Objektiv reflektiert und damit auf die Probe fokussiert. Diese wird folglich angeregt und das 

Emissionslicht, welches rotverschoben gegenüber dem Anregungslicht ist, kann nun den dichroitischen 

Spiegel transmittieren, um zum Detektor zu gelangen (Abb. 20).[130] Für die Fluoreszenzmikroskopie gilt 

dasselbe Diffraktions-Limit wie für die klassische Lichtmikroskopie. Allerdings konnten Methoden 

entwickelt werden, die die Auflösungsgrenze deutlich herabsenken. 

Aufgrund des Wellencharakters von Licht können die Signale von einzelnen emittierenden Molekülen 

nur als verschwommene Punkte detektiert werden, die begrenzt nah aneinander liegen können, um 

getrennt wahrnehmbar zu sein. Das Aussehen dieser Punkte wird mathematisch durch die 

Punktspreizfunktion (PSF, point spread function) dargestellt. Diese beschreibt somit die Unschärfe, mit 

der ein punktförmiges Objekt durch ein optisches System aufgrund von Beugungseffekten abgebildet 

wird.[17] Die Fluoreszenzmikroskopie wird also dann informativ, wenn nicht die gesamte Probe 

fluoresziert, sondern nacheinander immer nur ein geringer Teil davon. Der Abstand von zwei hellen 

Abbildung 20: Typischer Aufbau eines Fluoreszenzmikroskops. 
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Fluorophoren wäre somit höher als die Auflösungsgrenze und das Gesamtbild kann am Ende durch die 

Überlagerung aller Signale erhalten werden. Alternativ können modifizierte Anregungsmuster 

verwendet werden, um die optische Auflösung zu verbessern, wie bei STED oder SIM (siehe Abschnitt 

1.3.4.). 

Als fluoreszente Marker werden in der Regel fluoreszierende Proteine (FPs) oder organische Farbstoffe 

eingesetzt.[135] Der Vorteil von FPs ist, dass sie in der zu untersuchenden biologischen Probe selbst 

exprimiert werden können, wodurch ein spezifisches Labeling garantiert ist.[136] Der wohl bekannteste 

Vertreter ist das Green Fluorescent Protein (GFP), ein Protein, das ursprünglich aus der Quallenart 

Aequorea victoria stammt und mit beliebigen anderen Proteinen Gen-spezifisch fusioniert werden 

kann, wodurch es häufig als Zellmarker verwendet wird.[137] Der Nachteil von FPs ist jedoch, dass sie 

relativ schnell photobleichen, sodass sie sich eher für Experimente auf kürzeren Zeitskalen eignen.[138] 

Da für die meisten Fluoreszenzmikroskopieverfahren jedoch eine hohe Photostabilität vonnöten ist, 

werden hierfür eher organische Fluorophore verwendet. Zusätzlich besitzen solche in der Regel höhere 

molare Absorptionskoeffizienten und Fluoreszenzquantenausbeuten als FPs. Die photophysikalischen 

Eigenschaften eines Fluorophors, wie Absorptions- und Emissionswellenlänge, Quantenausbeute oder 

Lebensdauer des angeregten Zustandes hängen von seiner elektronischen Struktur ab und können 

durch chemische Modifikationen beeinflusst werden. Organische Fluorophore können demnach 

gemäß den Anforderungen des gewünschten Experiments synthetisch optimiert werden.[139] 

 

1.3.4. Hochauflösende Mikroskopiemethoden 

In diesem Abschnitt werden drei wichtige hochauflösende Mikroskopiemethoden erläutert, die STED-

Mikroskopie, die Mikroskopie mit struktureller Beleuchtung (3D-SIM) und die 

Lokalisationsmikroskopie. 

Die Gruppe von Stefan Hell entwickelte Anfang der 90er Jahre eine der ersten Methoden, mit denen 

die Beugungsgrenze deutlich untergangen werden konnte, die STED-Mikroskopie.[140] 2014 erhielt er 

dafür den Nobelpreis in Chemie. STED steht für stimulated emission depletion, also die Auslöschung 

durch stimulierter Emission. Das Prinzip der stimulierten Emission ist die Basis der Funktionsweise von 

Lasern. Durch Lichtabsorption wird ein angeregter Zustand des quantenmechanischen Systems 

besetzt. Trifft nun ein weiteres Photon ein, dessen Energie der Energiedifferenz zwischen dem 

besetzten Zustand und dem Grundzustand entspricht, werden zur Folge zwei Photonen dergleichen 

Phase, Richtung und Energie entsandt.[141] 

Bei STED wird die Laser-Scanning-Methode verwendet, d.h. die Probe wird mit einem fokussierten 

Laserstrahl abgerastert. Zusätzlich zu diesem Anregungsstrahlt gibt es allerdings noch einen zweiten 
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Laser, der den STED-Strahl generiert. Dieser ist rotverschoben im Vergleich zum Anregungslicht und 

sorgt mittels stimulierter Emission für eine schnelle Rückkehr der angeregten Fluorophore in den 

Grundzustand. Aufgrund der Donat-artigen Form des STED-Pulses verbleibt nach der 

Fluoreszenzauslöschung nur noch ein kleiner runder Spot, aus dem spontanes Emissionslicht detektiert 

werden kann (Abb. 21). Durch das „Ausschalten“ der Fluoreszenz wird das Problem umgangen, dass 

der Anregungsstrahl beugungsbedingt nicht beliebig klein fokussiert werden kann. Bei den 

herkömmlichen Fluoreszenzmikroskopiemethoden wurden stets alle Moleküle im Anregungsfokus 

aktiviert und die Fluoreszenz von einzelnen Emittern war räumlich nicht mehr unterscheidbar. Bei der 

STED-Technik kann durch die steigende Intensität des Auslöschungsstrahls die Größe des 

fluoreszierenden Bereichs reduziert werden, d.h. die optische Auflösung ist theoretisch nicht begrenzt. 

Allerdings tritt bei hohen Laserintensitäten auch Photobleichen auf, d.h. Fluorophore müssen für STED-

Anwendungen besonders photostabil sein. Tatsächlich konnte die Auflösung mithilfe dieser 

Anwendung auf bis zu 10 nm reduziert werden.[16] 

Ähnlich wie bei der STED-Mikroskopie, wird bei der 3D-SIM mit modifizierten Laseranregungsmustern 

gearbeitet. Die Abkürzung SIM steht für Mikroskopie mit strukturierter Beleuchtung (structured 

illumination microscopy).[142] Bei dieser Technik wird ein strukturiertes Beleuchtungsmuster (i.d.R. ein 

Gittermuster) zur Fluoreszenzanregung verwendet. Es werden mehrere Bilder für verschiedene 

Ebenen eines dreidimensionalen Volumens unter Verschiebung dieses Gitters aufgenommen. Dabei 

interferiert das hochfrequente Gittermuster mit den unbekannten Gitterstrukturen der Probe, wobei 

sogenannte Moiré-Bilder entstehen. Schlussendlich kann durch die Dekonvolution dieser Bilder eine 

hochaufgelöste Abbildung erhalten werden, indem das unbekannte Probenmuster vom bekannten 

Anregungsmuster mathematisch extrahiert wird. Durch diese Methode kann eine Auflösung von etwa 

100 nm erzielt werden.[16] 

Im Gegensatz zu den oben beschriebenen Methoden, die modifizierte Belichtungsmuster nutzen, um 

die PSF zu reduzieren, können bei der Einzelmolekül-Lokalisationsmikroskopie (single molecule 

localization microscopy, SMLM) einzelne Emitter ortsaufgelöst detektiert werden.[143] Die zu 

Abbildung 21: Aufbau eines STED-Mikroskops und Darstellung der jeweiligen zweidimensionalen Intensitätsprofile (PSF) von 
Anregungsstrahl, STED-Strahl und des resultierenden Fluoreszenzsignals. 
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untersuchende Probe muss dafür mit Fluorophoren ausgestattet sein, die in der Lage sind zwischen 

einem emittierenden („hellen“) und einem nicht-emittierenden („dunklen“) Zustand wechseln zu 

können. Im Verlauf des Experiments wird jeweils ein geringer Teil der Fluorophoren zum Leuchten 

gebracht. Dadurch besitzen diese einen Abstand zueinander, der größer als das Diffraktions-Limit ist 

und können somit mit hoher örtlichen Präzision detektiert werden. Nach Deaktivierung der hellen 

Fluorophore wird der Vorgang so oft wiederholt, bis schließlich durch Überlagerung der einzelnen 

Bilder ein hochaufgelöstes Gesamtbild rekonstruiert werden kann (Abb. 22).[135] Mithilfe von SMLM-

Methoden konnte die optische Auflösung auf 10 – 20 nm reduziert werden.[16,144] 

 

Abbildung 22: Prinzip der Einzelmolekül-Lokalisationsmikroskopie. Durch die sequentielle ortsaufgelöste Detektion einer 
Teilmenge an Emittern kann durch die Überlagerung der Bilder ein hochaufgelöstes SMLM-Bild erstellt werden. Abbildung in 
Anlehnung an Vaughan et al.[135] 

Es wurden verschiedene SMLM-Methoden entwickelt, die sich in der Art der Fluoreszenzaktivierung 

unterscheiden. Bei der stochastischen optischen Rekonstruktionsmikroskopie (STORM, stochastic 

optical reconstruction microscopy) werden Fluorophore verwendet, die mit Lasern verschiedener 

Wellenlängen reversibel zwischen einem hellen und einem dunklen Zustand geschaltet werden 

können.[144] Bei jeder Belichtung wird nur eine zufällige Teilmenge der Fluorophore aktiviert. Dieser 

Vorgang des „Blinkens“ wird solange wiederholt, bis ein hochaufgelöstes Gesamtbild rekonstruiert 

werden kann. Für den Schaltvorgang kann die Lösungsmittelpolarität bzw. der pH-Wert der Umgebung 

oder die Zugabe von Additiven eine wichtige Rolle spielen.[145] Diese Faktoren ausnutzend gibt es auch 

spontan blinkende fluorogene Proben, die ohne Bestrahlung ihren Zustand ändern können. Allerdings 

stellt bei solchen die Einstellung eines Gleichgewichts, bei dem nur ein Bruchteil der Fluorophore 

leuchtet, eine Herausforderung dar.[146] 

Eine höhere Spezifität der Fluoreszenzaktivierung besteht bei der photoaktivierten 

Lokalisationsmikroskopie (PALM, photoactivated localization microscopy).[9] Hier befinden sich alle 

Fluorophore zu Beginn des Experiments in einem nicht-emittierenden Zustand. Durch die Aktivierung 

mit einem Laser, können die Fluorophore irreversibel in ihre fluoreszierende Form überführt werden. 

Die Desaktivierung erfolgt hierbei durch Photobleichen aufgrund anhaltender Bestrahlung. Folglich 

werden für PALM-Experimente fluorogene Proben benötigt, die durch Licht aktiviert werden können. 

Im nächsten Kapitel werden solche photoaktivierbaren Fluorophore und deren Anwendungen neben 

hochauflösenden Mikroskopiemethoden beschrieben. 
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1.4. Photoaktivierbare Fluorophore 

1.4.1. Allgemeine Funktion und Beispiele 

Bei photoaktivierbaren Fluorophoren (PAFs) handelt es sich um Moleküle, die durch eine 

photochemische Umwandlung von einem nicht-fluoreszierenden in einen fluoreszierenden Zustand 

überführt werden können.[10] In seiner geschützten Form ist die Verbindung schwach oder nicht-

fluoreszent, weil entweder das Absorptionsspektrum signifikant von der freien Form abweicht oder 

eine strahlungslose Desaktivierung aus dem angeregten Zustand begünstigt wird.[147] Bei Bestrahlung 

mit Licht der geeigneten Aktivierungswellenlänge ac wird das Molekül in seine emittierende Form 

umgewandelt und liefert ein Fluoreszenzsignal em, wenn es mit der Anregungswellenlänge ex 

bestrahlt wird (Abb. 23). 

Für eine effiziente Fluoreszenzaktivierung müssen PAFs bestimmte Kriterien erfüllen:[10,148,149] Die 

Photolyse sollte schnell ablaufen, um lange Belichtungszeiten zu vermeiden. Für biologische 

Anwendungen sollte die Aktivierungswellenlänge über 400 nm liegen, aufgrund der Phototoxizität und 

der geringen Eindringtiefe von UV-Licht (vgl. Abschnitt 1.1.1.). Darüber hinaus sollte der freie 

Fluorophor einen hohen molaren Absorptionskoeffizienten und eine hohe 

Fluoreszenzquantenausbeute bei der Anregungswellenlänge aufweisen. Die Uncaging-Reaktion muss 

eine signifikante Veränderung der Fluoreszenzintensität bewirken, um einen guten Kontrast zu bieten. 

Schließlich sollte der Fluorophor eine hohe Photostabilität aufweisen, um Intensitätsverluste durch 

Photobleichen zu vermeiden. Photoaktivierbare fluoreszierende Sonden umfassen organische 

Farbstoffe,[150,151] fluoreszierende Proteine[152–154] oder Quantenpunkte.[155,156] Organische Fluorophore 

sind aufgrund ihrer hohen Helligkeit und Photostabilität besonders gut geeignet. Da ihre elektronische 

Struktur maßgeblich die photophysikalischen Eigenschaften beeinflusst, können sie anhand von 

chemischen Modifikationen optimiert werden. 

Zur Unterdrückung der Fluoreszenz können verschiedene Strategien verfolgt werden. Oftmals werden 

photolabile Schutzgruppen verwendet, um den Fluorophor strukturell oder elektronisch in eine nicht-

Abbildung 23: Schematische Darstellung der Fluoreszenzaktivierung eines photogeschützten Fluorophors. Durch Bestrahlung 

mit der Aktivierungswellenlänge ac wird das Molekül in seine freie Form überführt und liefert ein Fluoreszenzsignal em nach 

Bestrahlung mit der Anregungswellenlänge ex. 
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emittierende Form zu zwingen. Beispiele dafür sind oNB-geschützte Cumarine[157] oder Rhodamine[158] 

(Abb. 24a). Eine weitere Möglichkeit ist die Anbringung eines Quenchers in räumlicher Nähe. Unsere 

Gruppe publizierte 2015 die Synthese eines ATTO565-Derivats, das über einen photolabilen Linker mit 

einer NDBF-Gruppe verknüpft ist, welche gleichzeitig als PPG und Quencher fungiert (Abb. 24b).[159] 

Weiterhin können lichtinduzierte Oxidationsreaktionen in manchen Chromophoren zu einem 

deutlichen Fluoreszenzanstieg führen (Abb. 24c). So kann zum Beispiel die Einführung von 

Thiocarbonylen aufgrund von photoinduziertem Elektronentransfer den Verlust der Fluoreszenz 

bewirken, welche anschließend durch die Oxidation dieser Gruppe wiederhergestellt werden kann.[160] 

Ein anderes Beispiel ist die Fluoreszenzaktivierung eines Phenothiazin-Derivats durch die Oxidation des 

Schwefel-Atoms.[161] Winter et al. zeigten, dass manche BODIPY-Derivate anfällig für lichtinduzierte 

Substitutionsreaktionen sind.[162] So führte die Bestrahlung eines Bor-alkylierten BODIPYs mit grünem 

Licht in Methanol zur Bildung des Methoxy-substituierten Analogons, welches eine erhöhte 

Fluoreszenz aufwies (Abb. 24d). Rivera-Fuentes et al. stellten eine Kombinationsstrategie aus 

Belichtung und enzymatischer Aktivität vor. Das verwendete Rhodamin-Fluorophor konnte hierbei nur 

bei Bestrahlung in Anwesenheit bestimmter Enzyme in seine emittierende Form umgewandelt werden 

(Abb. 24e).[163] 

Abbildung 24: Übersicht verschiedener Strategien zur lichtinduzierten Fluoreszenzaktivierung bei unterschiedlichen 
Chromophoren, darunter Rhodamine, Cumarine, BODIPYs und Phenothiazine. 
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Die orts- und zeitaufgelöste Aktivierung von Fluoreszenz ist für verschiedene Anwendungen 

vorteilhaft. Wie bereits beschrieben wird sie bei hochauflösenden Mikroskopiemethoden, wie PALM, 

für die Abbildungen von Strukturen unterhalb des Diffraktions-Limits genutzt (vgl. Abschnitt 1.3.4.). 

Weiterhin können dynamische biologische Prozesse durch die lichtgesteuerte Aussendung von 

Fluoreszenzsignalen besser visualisiert werden. Somit konnte beispielsweise in Zusammenarbeit mit 

unserer Gruppe die Bewegung von mRNA in Neuronen über einen Beobachtungszeitraum von 

mehreren Stunden verfolgt werden, ohne Zellschäden zu generieren.[164] Viel allgemeiner dienen 

photoaktivierbare Fluorophore als Kalibrierungsstandards für optische Set-Ups. Experimente zur 

Untersuchung und Regulierung von Proben mit Licht benötigen oftmals spezielle Belichtungsmuster. 

Für eine optimale Anwendung muss das Belichtungssystem dafür möglichst gut charakterisiert sein. 

Photoaktivierbare Fluorophore können gezielt mit Licht aktiviert werden. Sie liefern demnach 

Informationen über die räumliche und zeitliche Intensitätsverteilung von Fluoreszenzsignalen, sowie 

die Effektivität von Anregungsprozessen und dienen somit der Veranschaulichung und Optimierung 

von Belichtungsmustern.[10] 

Es wurden bereits eine Vielzahl an photoaktivierbaren Fluorophoren beschrieben, darunter 

Acridone,[165] Xanthone,[166] Cumarine,[157] BODIPYs,[167] Fluoresceine[168] oder Rhodamine[12] (sowie 

Carbo[169]- oder Silicorhodamine[170]). Im nächsten Abschnitt wird im Besonderen auf die Verwendung 

von Rhodaminen als PAFs eingegangen. 

 

1.4.2. Rhodamine als photoaktivierbare Fluorophore 

Bei den Rhodaminen handelt es sich um eine Farbstoffklasse, die aus einem Xanthen-Grundgerüst mit 

Amino-Substituenten und einem perpendikular dazu stehenden ortho-Carboxyphenyl bestehen.[171] 

Aufgrund ihrer herausragenden photophysikalischen Eigenschaften sind sie besonders gut als 

fluorogene Proben geeignet.[172] Sie weisen eine starke Absorption und Emission im sichtbaren Bereich, 

sowie eine hohe Photostabilität auf. Weiterhin sind sie biokompatibel und synthetisch leicht 

herzustellen und zu modifizieren. Der Einfluss verschiedener chemischer Modifikationen ist bereits gut 

untersucht. So weiß man zum Beispiel, dass Alkyl-Substituenten am Amin die 

Fluoreszenzquantenausbeute aufgrund eines lichtinduzierten Elektronentransfers, einem 

sogenannten TICT (twisted intramolecular charge transfer), verringern. Substituenten, die dagegen ein 

starres Gerüst mit dem Stickstoff bilden, wie im Azetidin oder Julolidin, verhindern diesen 

Mechanismus und erhöhen die Fluoreszenzquantenausbeute.[139] Die spektralen Eigenschaften 

werden weiterhin durch das verbrückende Heteroatom beeinflusst. Durch den Austausch des 

Sauerstoffs mit beispielsweise Kohlenstoff, Germanium oder Silizium konnte das Absorptionsspektrum 

bathochrom verschoben werden.[173] Rhodamine können somit durch geringfügige chemische 
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Modifikationen hinsichtlich der Anforderungen ihrer Anwendung angepasst und optimiert werden 

(Abb. 25). 

Der größte Vorteil für die Verwendung von Rhodaminen als PAFs ist jedoch, dass sie in zwei isomeren 

Formen vorkommen: eine geschlossene nicht-fluoreszierende Lacton-Form und eine offene 

fluoreszierende Zwitterion-Form (Abb. 26). Das dynamische Gleichgewicht hängt hauptsächlich von 

Umweltfaktoren, wie der Polarität bzw. des pH-Werts des Lösungsmittels, ab. Die geschlossene Lacton-

Form liegt hauptsächlich in unpolaren aprotischen Lösungsmitteln vor, während die zwitterionische 

Form nur in polaren protischen Lösungsmitteln existiert. Strenggenommen gibt es noch ein drittes 

Isomer, die kationische Form, bei der die Carboxy-Gruppe protoniert ist und welche nur in saurem 

Milieu vorkommt.[174]  

Die Isomerisierung kann jedoch auch durch intrinsische Faktoren beeinflusst werden. So fördern 

elektronenschiebende Substituenten am Xanthen und elektronenziehende Substituenten am 

Carboxyphenyl die Ringöffnung, also die zwitterionische Form. Andersherum zwingen 

elektronenziehende Gruppen an den Aminen das Molekül in seine Lacton-Form.[175] Dieser Umstand 

wurde sich für das Design von photoaktivierbaren Rhodamin-Fluorophoren zu Nutze gemacht 

(Abb. 27). Es gibt eine Vielzahl an Beispielen in der Literatur, bei denen ortho-Nitrobenzyl-Derivate 

über Carbamat-Linker an die Amino-Gruppen von Rhodaminen angebracht wurden.[11,151,158] 

Carbamate als selbst-immolative Linker wurden dabei zum einen aufgrund ihrer elektronenziehenden 

Eigenschaften gewählt, die das Rhodamin in seine nicht-emittierende Form zwingen. Zum anderen 

Abbildung 25: Rotverschiebung der Rhodamin-Absorption durch unterschiedliche chemische Modifikationen. 

Abbildung 26: Rhodamin-Struktur in seinen verschiedenen isomeren Zuständen. 
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erleichtern sie die Anbringung der Schutzgruppe, da der Rhodamin-Stickstoff eine sehr geringe 

Nukleophilie aufweist. Lavis et al. erhöhten die Effektivität dieser Reaktion, in dem sie zunächst das 

Rhodamin reduzierten und somit die Nukleophilie an den Aminen steigerten.[11] 

Bei Bestrahlung solcher Proben werden die Photocages abgespalten und das Rhodamin kann seine 

fluoreszierende Form annehmen. Da bisher allerdings hauptsächlich oNB-Schutzgruppen verwendet 

wurden, muss UV-Licht für die Aktivierung verwendet werden (Abb. 27a). Hell et al. synthetisierten 

sogenannte Rhodamin-NN-Farbstoffe (Abb. 27b).[13] Diese besitzen eine Diazoketon-Schutzgruppe, die 

in das Spiro-Xanthen eingebaut ist. Bei Bestrahlung wird Stickstoff freigesetzt und ein fluoreszierendes 

Rhodamin-Produkt gebildet. Dieser Ansatz ist besonders elegant, da mit Stickstoff ein kleines, nicht-

Abbildung 27: Übersicht photoaktivierbarer Rhodamin-Derivate, deren Aktivierungswellenlängen vom UV-Bereich bis in den 
sichtbaren grünen Bereich reicht. 
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toxisches Molekül bei der Photolyse entsteht, welches spektral nicht mit dem verwendeten Licht 

interferiert. Allerdings wird auch hier wieder UV-Licht benötigt, welches für biologische Anwendungen 

nicht gut geeignet ist.  

Es gibt nur wenige Beispiele von Rhodaminen die mit sichtbarem Licht aktiviert werden können. Das 

liegt daran, dass Photocages außer ortho-Nitrobenzol oftmals sterisch anspruchsvoll und die 

synthetische Einführung schwierig ist. Lawrence et al. zeigten, dass eine Fluoreszenzaktivierung bei 

Rhodamin-Derivaten bei 440 nm möglich ist, in dem sie DEACM als Schutzgruppe verwendeten 

(Abb. 27c).[176] Auch Kele et al. präsentierten die Aktivierung eines Cumarin-geschützte Rhodol-

Derivats mit blauem Licht (Abb. 27d).[177] Weiterhin wurde von Xiao et al. gezeigt, dass durch die 

Verwendung von Nitroso-Substituenten sogar eine Fluoreszenzaktivierung mit grünem Licht erzielt 

werden kann (Abb. 27e).[178] 
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2. Motivation & Zielsetzung 

2.1. Projekt I: Rhodamin-BODIPY-Dyade für verbessertes 2P-Uncaging 

Das Zweiphotonen-Uncaging bietet wesentliche Vorteile für biologische Anwendungen. Durch die 

Verwendung von energiearmen NIR-Licht kann eine geringe Phototoxizität und eine tiefe 

Durchdringung in durchblutetem Gewebe erzielt werden.[179] Das kleine Anregungsvolumen der 2PA, 

welches aus der quadratischen Lichtabhängigkeit des Prozesses resultiert, sorgt für eine 

dreidimensionale Ortsauflösung der Aktivierung. Somit können mithilfe von Zweiphotonen-Uncaging 

biologisch relevante Substrate mit hoher Präzision und geringer Invasivität freigesetzt werden.[21] 

Leider weisen viele der bekannten Einphotonen-Schutzgruppen nur eine geringe bis mäßige 

Zweiphotonen-Aktivität auf. Das Design von neuen 2P-Schutzgruppen stellt aufgrund der schwierigen 

Vorhersagbarkeit der Zweiphotonen-Eigenschaften eine Herausforderung dar. Oftmals führten 

Modifikationen eines Photocages, die die 2PA verbessern sollten, zur Verschlechterung von anderen 

Parametern, wie der Uncaging-Quantenausbeute. Aus diesem Grund wurde ein Ansatz entwickelt, der 

den Absorptionsprozess vom Uncaging-Prozess separiert. Durch die Verknüpfung eines guten 

Zweiphotonen-Absorbers mit einem effektiven Photocage in einer Energietransferdyade, sollte eine 

Verbesserung des Zweiphotonen-Uncagings realisiert werden (Abb. 28). 

Im Zuge dieses Projekts sollte eine solche molekulare Dyade synthetisiert werden. Dazu musste 

zunächst ein Donor-Molekül gewählt werden, welches eine herausragende Zweiphotonen-Aktivität 

aufweist. Im Anschluss sollte dieses kovalent an einen geeigneten Akzeptor-Photocage gebunden 

werden. Um die Funktionalität der Dyade zu belegen, sollten anhand von spektroskopischen und 

theoretischen Untersuchungen die 2PA des Donors, der Energietransfer zwischen Donor und Akzeptor, 

sowie die Photolyse des Akzeptor-Photocages nachgewiesen werden. Eine weitere Herausforderung 

besteht im Nachweis von Zweiphotonen-Uncaging-Reaktionen, da es sich aufgrund der minimalen 

räumlichen Beschränkung des Anregungsvolumens um einen mikroskopischen Effekt handelt. Hierzu 

sollte eine Methode entwickelt werden, um die Freisetzung einer Modell-Abgangsgruppe durch 

Zweiphotonen-Anregung der Dyade qualitativ nachweisen zu können. 

Abbildung 28: Schematische Darstellung einer Energietransferdyade bestehend aus einem 2P-Absorber als Donor, einem 
Photocage als Akzeptor und einer Abgangsgruppe (LG, leaving group). 
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2.2 Projekt II: Einphotonen- und Zweiphotonen-Aktivierung eines Rhodamin-Fluorophors 

Die Fluoreszenzmikroskopie ist eine fundamentale analytische Methode in der Biochemie, da es sich 

um eine sensitive, nicht-invasive Technik handelt, um dynamische biologische Prozesse zu verfolgen 

oder hochaufgelöste Bilder zu generieren. Solche Anwendungen setzten eine gründliche 

Charakterisierung der verwendeten Belichtungsmuster voraus. Mithilfe von photoaktivierbaren 

Fluorophoren (PAFs) ist es möglich, die Fluoreszenzverteilung räumlich und zeitlich zu kontrollieren 

und somit Informationen über die Lichtdistribution in der Probe zu erhalten.[147] 

Oftmals werden Rhodamin-Fluorophore als PAFs verwendet. Allerding können diese meistens nur mit 

UV-Licht aktiviert werden.[11,13] Da mikroskopische Set-Ups aber besonders für die Untersuchung 

biologischer Proben genutzt werden, ist die Verwendung von UV-Licht ungünstig, da es Photoschäden 

hervorrufen kann und somit zelltoxisch wirkt. Folglich war die erste Voraussetzung an das Design des 

photoaktivierbaren Fluorophors, dass er mit sichtbarem Licht, im Besonderen mit 488 nm, aktivierbar 

ist, da es sich dabei um eine typische Wellenlänge im biologischen Kontext, z.B. für die Anregung von 

GFP, handelt.[137] Des Weiteren sollte der PAF über Zweiphotonen-Anregung im NIR-Bereich aktivierbar 

sein. Die Möglichkeit Zweiphotonen-Anregungsmuster zu charakterisieren ist aufgrund der 

intrinsischen dreidimensionalen Auflösung des 2PA-Prozesses und der Verwendung von energiearmen 

NIR-Licht besonders erstrebenswert für biologische Anwendungen. 

Die Anforderungen an die photophysikalischen Eigenschaften des PAFs waren eine hohe 

Aktivierungseffizienz, sowie eine hohe Helligkeit des freien Fluorophors, um einen starken Kontrast zu 

generieren. Weiterhin musste der Fluorophor möglichst photostabil sein, um ein beständiges 

Fluoreszenzsignal nach Aktivierung zu emittieren. Zuletzt sollte das Molekül eine Funktionalität 

besitzen, die eine Immobilisierung ermöglicht. Ziel des Projekts war somit die Synthese und 

photophysikalische Charakterisierung eines PAFs, der die genannten Anforderungen erfüllt (Abb. 29). 

 

 

 

 

 

 

 

Abbildung 29: Schematische Darstellung der spektralen Anforderungen an das Design des photoaktivierbaren Fluorophors. 
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3. Ergebnisse & Diskussion 

3.1. Rhodamin-BODIPY-Dyade für verbessertes Zweiphotonen-Uncaging 

Wie in Kapitel 1.2.5. beschrieben, können photolabile Schutzgruppen für Zweiphotonen-Absorption 

sensibilisiert werden, indem sie mit einem guten 2P-Donor verknüpft werden. In diesem Kapitel wird 

die Synthese und die Untersuchung der photophysikalischen und photochemischen Eigenschaften von 

Energietransferdyaden bestehend aus einem Rhodamin-Fluorophor und einem BODIPY-Photocage für 

verbessertes Zweiphotonen-Uncaging beschrieben. Die folgenden Ergebnisse wurden in Publikation I 

(Asido et al. 2022) aus der vorangestellten Liste veröffentlicht.[180] 

 

3.1.1. Synthese & Charakterisierung des Rhodamin-Fluorophors 

Im ersten Schritt wurde sich für einen Rhodamin-Fluorophor als 2P-Donormolekül entschieden, da 

diese Farbstoffklasse literaturbekannt hohe Zweiphotonen-Einfangquerschnitte besitzt.[92,181] Es 

existieren zwar Chromophore basierend auf quadrupolaren oder oktupolaren Systemen, die deutlich 

höhere 2-Werte aufweisen, allerdings handelt es sich dabei um große organische und somit in der 

Regel hydrophobe Molekülstrukturen. Aus Sicht einer möglichen Anwendung im biologischen Kontext 

sind jedoch eine leichte synthetische Zugänglichkeit und eine gute Wasserlöslichkeit erforderlich. 

Rhodamine bieten diesbezüglich einen guten Kompromiss. 

Weiterhin kann das Rhodamin-Grundgerüst vielseitig funktionalisiert und somit leicht den 

Anwendungsanforderungen angepasst werden. Da die Amino-Substituenten einen großen Einfluss auf 

Abbildung 30: Syntheseroute und Übersicht der Rhodamin-Derivate RHO I-V. 
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die photophysikalischen Eigenschaften ausüben, wurden verschiedene Derivate synthetisiert, um 

deren Zweiphotonen-Fähigkeiten zu vergleichen. Die Synthese erfolgte nach Auer et al.,[182] wodurch 

isomerenreine 5‘-funktionalisierte Rhodamine erhalten wurden. (Die Nomenklatur bezieht sich hierbei 

auf die Nummerierung im Phthalsäureanhydrid, siehe Struktur 1 in Abb. 30.) Das Vorläufermolekül 3 

wurde durch die Bromierung des entsprechenden Phthalsäureanhydrids 1 und anschließender 

thermischen Hydrolyse erhalten (2). Der Aufbau des Rhodamin-Grundgerüsts erfolgte in einem Schritt 

durch die Reaktion von 3 mit dem jeweiligen Aminophenol 4 unter sauren Bedingungen und 

anschließender Oxidation. Somit wurden die Rhodamin-Derivate RHO I-V erhalten (Abb. 30). 

Im Anschluss wurden die photophysikalischen Eigenschaften der Methylester-substituierten Derivate 

RHO I-IV untersucht, wobei zunächst die Einphotonen-Absorption betrachtet wurde. Die 

Verbindungen absorbieren im grünen spektralen Bereich (520 – 570 nm), weisen einen kleinen Stokes-

Shift auf und emittieren somit im grüngelben Bereich (550 – 600 nm). Die molaren 

Absorptionskoeffizienten und die Fluoreszenzquantenausbeuten, sowie die Fluoreszenzlebensdauern 

wurden von Dr. Marvin Asido aus dem AK Wachtveitl der Goethe-Universität bestimmt. Alle Derivate 

weisen hohe molare Absorptionskoeffizienten ( > 60000 M-1 cm-1) auf, wobei RHO IV mit 

 = 116780 M-1 cm-1 besonders hervortritt. Die Fluoreszenzquantenausbeuten sind moderat für RHO I 

(41%) und RHO II (47%). Es ist bekannt, dass der angeregte Zustand bei Chromophoren mit alkylierten 

Amino-Substituenten strahlungsfrei über einen sogenannten TICT (twisted intramolecular charge 

transfer) desaktiviert werden kann. Dabei handelt es sich um einen Elektronentransfer aufgrund einer 

starken Polaritätsänderung im angeregten Zustand, der mit einer Rotation des Substituenten um die 

C-N-Einfachbindung einhergeht.[183] Da dieser Mechanismus in Konkurrenz zur Fluoreszenz steht, liegt 

eine verminderte Fluoreszenzquantenausbeute vor. Für die anderen beiden Derivate ist F dagegen 

sehr hoch, besonders für RHO III (91%). Bei RHO III handelt es sich um ein Rhodamin 6G-Derivat, 

welches aufgrund seiner hohen Helligkeit auch oft als Laserfarbstoff verwendet wird. RHO IV weist mit 

 = 4.98 ns die längste Fluoreszenzlebensdauer der vier Derivate auf. Ein langes Bestehen des 

angeregten Zustandes kann hierbei von Vorteil für die spätere Anwendung als Donor-Molekül in einer 

Energietransferdyade sein. Die Einphotonen-Eigenschaften der Rhodamin-Derivate RHO I-IV sind in 

Tabelle 1 zusammengefasst. 

 abs [nm] flu [nm]  [M-1 cm-1] F [%] [ns] 

RHO I 542 573 86540 41 2.66 

RHO II 549 581 67190 47 2.25 

RHO III 519 555 69860 91 4.16 

RHO IV 572 602 116780 83 4.98 

Tabelle 1: Übersicht der Einphotonen-Eigenschaften der synthetisierten Rhodamin-Derivate RHO I-IV. 
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Im nächsten Schritt wurden die Zweiphotonen-Eigenschaften untersucht. Hierfür wurden die 

Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitte F von RHO I-IV von Dr. Marvin Asido aus dem AK Wachtveitl 

mittels TPEF-Messungen bestimmt. Zunächst wurden leistungsabhängige Fluoreszenzmessungen (hier 

am Beispiel von RHO IV) durchgeführt. Dafür wurde die Probe in Methanol gelöst und bei 850 nm mit 

steigender Laserleistung zwischen 40 mW und 600 mW bestrahlt (Abb. 31a). Das Fluoreszenzsignal 

liegt etwas über 600 nm (wird also erwartungsgemäß aus dem S1-Zustand generiert) und nimmt mit 

steigender Laserleistung an Intensität zu. Der Plot der Fluoreszenzintensität gegen die eingesetzte 

Leistung verdeutlicht den exponentiellen Anstieg (Abb. 31b, links). Die logarithmische Auftragung 

lieferte eine Geradensteigung, die näherungsweise 2 beträgt (Abb. 31b, rechts). Dies dient als Beweis 

für die quadratische Abhängigkeit zur Lichtintensität, welche charakteristisch für die 2PA ist. Somit 

wurden anschließend die Fluoreszenzsignale der Rhodamin-Derivate RHO I-IV nach Zweiphotonen-

Anregung zwischen 800 nm und 870 nm gemessen (Abb. 31c). Es wurde schließlich ermittelt, dass 

RHO IV die stärkste Zweiphotonen-Antwort zeigt mit 2P-Wirkungsquerschnitten F = 80 – 110 GM im 

gemessenen Spektralbereich. Diese hohen Werte gehen auf den zugrundeliegenden S0-S2-Übergang 

zurück, welcher aus Symmetriegründen bei den betrachteten Rhodaminen 1P-verboten und somit 

verstärkt 2P-aktiv ist. RHO IV bzw. sein bromiertes Derivat RHO V wurde aufgrund der überlegenen 

Zweiphotonen-Eigenschaften im weiteren Verlauf des Projekts als Zweiphotonen-Donormolekül 

verwendet. 

 

Abbildung 31: a) Fluoreszenzspektren von RHO IV nach Zweiphotonen-Anregung bei 850 nm bei variierender Laserleistung 
(40 – 600 mW). b) Exponentieller Anstieg der Fluoreszenzintensität von RHO IV in Abhängigkeit der Laserleistung, sowie die 
logarithmische Auftragung dieses Zusammenhangs. c) Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitte von RHO I-IV in Abhängigkeit der 
Anregungswellenlänge. Modifizierte Abbildung entnommen aus Asido et al. 2022.[180] 
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3.1.2. Synthese der Rhodamin-BODIPY-Dyade 

Im nächsten Schritt sollte der 2P-Donor mit einer photolabilen Schutzgruppe verknüpft werden. 

BODIPY wurde als Photocage gewählt, da diese Chromophore eine starke Absorption im sichtbaren 

Bereich aufweisen und sich vielseitig funktionalisieren lassen. Das Grundgerüst konnte in einem Schritt 

aus 2,4-Dimethylpyrrol und Acetoxyacetylchlorid und anschließender Umsetzung mit 

Bortrifluoriddiethyletherat unter basischen Bedingungen aufgebaut werden (Abb. 32).[184] Ausgehend 

von Verbindung 5 wurden verschiedene Funktionalisierungen durchgeführt, um das BODIPY-Molekül 

an den Rhodamin-Fluorophor binden zu können. Die 2,6-Positionen sind besonders elektronenreich 

und können somit mit verschiedenen Elektrophilen umgesetzt werden.[60] Die Reaktion mit 

Phosphoroxychlorid und DMF in einer Vilsmeier-Haack-Reaktion lieferte das formylierte BODIPY 6.[59] 

Der Aldehyd konnte anschließend mit Wasserstoffperoxid und Natriumchlorit zur Carbonsäure 7 

oxidiert werden. Weiterhin können die 2,6-Positionen halogeniert werden. Die Reaktion mit 

N-Iodsuccinimid (NIS) lieferte das iodierte BODIPY 8. Dieses wurde anschließend über eine 

Sonogashira-Kupplung mit Trimethylsilylacetylen bzw. N-Boc-Propargylamin umgesetzt und 

anschließend mit TBAF bzw. TFA entschützt, um die Verbindungen mit freiem Alkin (9) bzw. mit freiem 

Amin (10) zu erhalten. Allerdings gingen die Sonogashira-Reaktionen mit dem Verlust der 

Abbildung 32: Schematische Darstellung des Aufbaus des BODIPY-Grundgerüsts (5), sowie Übersicht der durchgeführten 
Funktionalisierungen, z.B. der Formylierung (6) mit anschließender Oxidation (7) oder der Halogenierung (8) mit 
anschließender Einführung eines Alkins (9) bzw. eines Amins (10). 
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Acetoxygruppe einher. Acetoxygruppen sind unter Wahl der richtigen Reaktionsbedingungen stabil in 

Übergangsmetall-katalysierten Kreuzkupplungen.[185] Da hier milde Temperaturen und nicht-

nukleophile Basen verwendet wurden, ist eine Abspaltung der Schutzgruppe aufgrund dieser Faktoren 

unwahrscheinlich. Trotzdem könnte die Fähigkeit der Acetoxy-Gruppe Palladium zu komplexieren zu 

der unerwünschten Reduktion geführt haben.  

Bevor der Einsatz anderer Schutzgruppen erwägt wurde, wurde anhand der alkinylierten Verbindung 9 

getestet, ob sich diese über eine weitere Sonogashira-Reaktion an ein Rhodamin kuppeln lässt. 

Allerdings wurde bei der Reaktion von 9 mit dem bromierten Rhodamin 11 unter den entsprechenden 

Bedingungen keine Produktbildung festgestellt (Abb. 33a). Auch unter Verwendung der umgekehrten 

Funktionalitäten (iodiertes BODIPY 8 und alkinyliertes Rhodamin 12) fand keine Reaktion statt 

(Abb. 33b). Dasselbe Ergebnis trat bei der Untersuchung anderer Reaktionstypen auf. Die 

Amidkupplung zwischen BODIPY 10 mit freiem primären Amin und dem Carboxy-substituierten 

Rhodamin 13 mit HATU als Kupplungsreagenz war erfolglos (Abb. 33c). Ebenso zeigte die Reaktion von 

BODIPY 7 mit Carbonsäure-Funktion und Rhodamin 14 mit Amino-Substituent unter Verwendung von 

1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC) und 1-Hydroxybenzotriazol (BtOH) als 

Kupplungsreagenzien keinen Umsatz (Abb. 33d). 

Da es sich bei den getesteten Reaktionen um etablierte Protokolle handelt, wurde in Erwägung 

gezogen, dass die Molekülposition nicht für die Kupplung geeignet sein könnte. Es ist bekannt, dass 

Chromophore untereinander -stacken können. Dabei handelt es sich um nicht-kovalente 

Wechselwirkungen zwischen aromatischen Verbindungen, die auftreten, wenn die planaren 

-Elektronensysteme der Moleküle in der Nähe zueinander liegen und überlappen können.[186] Sollte 

diese Anziehung im Falle der obigen Chromophore besonders stark sein, könnte es sein, dass sie in 

einer bestimmten Orientierung zueinander stacken, bei der die relevanten funktionellen Gruppen 

voneinander weg zeigen. Daher wurde statt den 2,6-Positionen die meso-Position im BODIPY für die 

Abbildung 33: Getestete Strategien zur Verknüpfung des BODIPY- und des Rhodamin-Chromophors unter Anwendung von 
Sonogashira-Reaktionen (a, b) und Amid-Kupplungen (c, d). 
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Funktionalisierung gewählt. Die anschließenden Testreaktionen zeigten, dass tatsächlich eine 

Positionsabhängigkeit vorliegt. Der bromierte TAMRA-Fluorophor 15 wurde unter den gleichen 

Reaktionsbedingungen einmal mit dem 2-alkinylierten BODIPY 9 und einmal mit dem meso-

alkinylierten BODIPY 16 umgesetzt (Abb. 34). Nur bei der Reaktion mit Verbindung 16 konnte das 

gewünschte Produkt 17 mit einer sehr hohen Ausbeute von 93% isoliert werden. 

Da sich bei einem BODIPY-Photocage die Abgangsgruppe ebenfalls in meso-Position befindet, musste 

eine Synthesestrategie gewählt werden, die sowohl die Anbringung der gecageten Spezies, als auch 

die Kupplung an den Fluorophor an dieser Stelle ermöglicht (Abb. 35). Dazu wurde BODIPY 5 zunächst 

mit Natriumhydroxid hydrolysiert. Der entstandene Alkohol 18 wurde anschließend mit Dess-Martin-

Periodinan (DMP) zum Aldehyd 19 oxidiert.[184] Dieser konnte dann in einer Barbier-Reaktion[187] mit 

Zink und Propargylbromid, welche ein eher mildes Metallorganyl bilden, zum Alkohol 20 umgesetzt 

werden. An dieser Stelle wurde sich bewusst für einen kurzen starren Alkin-Linker entschieden, um die 

beiden Chromophore zu verbinden, damit elektronische Interaktionen der Verbindungen durch 

stacking vermieden werden. Um die Absorption des Photocages bathochrom in einen spektralen 

Bereich zu verschieben, der mit der Emission des Donor-Fluorophors überlappt, wurde das konjugierte 

-System des BODIPYs an den 3,5-Positionen mithilfe einer Knoevenagel-Kondensation erweitert.[57] 

Dazu wurde Verbindung 20 mit Piperidin und einem Überschuss para-Anisaldehyd umgesetzt, sodass 

das Distyryl-substituierte BODIPY 21 erhalten wurde. Im Anschluss wurde die Abgangsgruppe 

angebracht. Dabei wurde sich für para-Nitroanilin (PNA) entschieden, da es sich um eine häufig 

verwendete Abgangsgruppe für BODIPY-Photocages handelt und sich ihre Abspaltung gut über die UV-

Absorption verfolgen lässt.[53] Der meso-Alkohol am BODIPY ist nur wenig nukleophil, trotzdem ließ 

sich die Abgangsgruppe mit guter Ausbeute über eine Isocyanat-Gruppe anbringen. Somit war PNA 

über einen selbst-immolativen Carbamat-Linker an das BODIPY gebunden (22). Schließlich konnte das 

Abbildung 34: Testreaktionen eines bromierten Rhodamin-Fluorophors mit an verschiedenen Positionen alkinylierten BODIPYs 
über eine Sonogashira-Kupplung, welche nur in einem Fall zur Bildung der gewünschten Dyade führt. 
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alkinylierte BODIPY 22 mit dem bromierten Rhodamin RHO V in einer Sonogashira-Reaktion verknüpft 

werden (RHO-BPY-PNA). Um ein Referenz-System untersuchen zu können, wurde eine zusätzliche 

Dyade ohne Abgangsgruppe aus BODIPY 21 und RHO V synthetisiert (RHO-BPY-OH). 

 

Abbildung 35: Syntheseroute der Darstellung von RHO-BPY-PNA und RHO-BPY-OH ausgehend von BODIPY-OAc (5). Durch 
basische Hydrolyse, Oxidation mit DMP und anschließender Barbier-Reaktion wurde der Alkohol 20 mit Alkin-Linker erhalten. 
Dieser wurde über eine Knoevenagel-Kondensation um zwei Styryl-Reste erweitert. Die Anbringung der Abgangsgruppe PNA 
über einen Carbamat-Linker erfolgte mit 4-Nitrophenylisocyanat. Die Verbindungen 21 und 22 wurden jeweils mit RHO V 
mittels Sonogashira-Kupplung zu den gewünschten Produkten umgesetzt. 
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3.1.3. Spektroskopische & rechnergestützte Untersuchung der Rhodamin-BODIPY-Dyade 

Zunächst wurden die Absorptionsspektren der zu untersuchenden Verbindungen in Methanol 

betrachtet (Abb. 36). Da nicht von allen Verbindungen die molaren Absorptionskoeffizienten bestimmt 

wurden, sind die Absorptionen auf eine OD von 1 am Maximum normiert. Die Dyaden RHO-BPY-PNA 

und RHO-BPY-OH weisen zwei ausgeprägte Banden im sichtbaren Bereich auf. Diese können der 

Rhodamin-Absorption (~560 nm) und der BODIPY-Absorption (~660 nm) zugeordnet werden. Eine 

weitere deutliche Bande bei 370 nm handelt sich um einen höheren Übergang im BODIPY. Zum 

Vergleich sind die Absorptionsspektren der einzelnen Chromophore RHO V (blau gepunktet) und 

BODIPY 21 (rot gepunktet) dargestellt. Die klare Separation der Rhodamin- und BODIPY-Bande in der 

Dyade und deren Übereinstimmung mit den Spektren der Einzelverbindungen spricht dafür, dass es 

sich in der Dyade trotzdem noch um getrennte chromophore Systeme handelt, die nicht – 

beispielsweise durch -stacking – elektronisch miteinander interagieren. RHO-BPY-PNA weist im 

Vergleich zu RHO-BPY-OH eine etwas rotverschobene Absorption bei 300 – 320 nm auf. In diesem 

Bereich liegt die Absorption der Abgangsgruppe PNA. 

Im nächsten Schritt wurde der gewünschte Energietransfer zwischen der Rhodamin- und der BODIPY-

Einheit untersucht. Um die Dynamiken im angeregten Zustand zeitaufgelöst zu verfolgen, wurden von 

Dr. Marvin Asido aus dem AK Wachtveitl transiente UV/vis-Absorptionsmessungen anhand von 

RHO-BPY-OH durchgeführt. Zunächst wurden dazu die einzelnen Chromophore RHO IV und BODIPY 

21 betrachtet (Abb. 37). RHO IV weist recht einfache Dynamiken nach Anregung bei 565 nm auf, mit 

einem deutlichen GBS-Signal (ground state bleach) und einem sich bildenden SE-Signal (stimulated 

emission). Weiterhin wurde eine typische ESA-Bande (excited state absorption) bei 470 nm 

Abbildung 36: Normierte Absorptionsspektren der Dyaden RHO-BPY-PNA und RHO-BPY-OH, sowie der einzelnen Chromophore 
RHO V und BODIPY 21 in Methanol. 
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beobachtet. Der langanhaltende GSB spricht für eine langsame Desaktivierung des angeregten 

Zustandes, welche im Einklang mit der Fluoreszenzlebensdauer ist, die für dieses Rhodamin-Derivat 

mittels TCSPC-Messungen bestimmt wurde (vgl. Tabelle 1). Im Vergleich dazu besitzt der angeregte 

Zustand beim BODIPY eine kürzere Lebensdauer, erkennbar an dem früher rückgängigen GSB-Signal 

nach Anregung bei 660 nm. Weiterhin sind zwei ESA-Banden bei 575 nm und 460 nm zu sehen. 

Im Anschluss wurden die Kurzzeitdynamiken der Dyade betrachtet. Dafür wurde RHO-BPY-OH mit 

560 nm (Rhodamin-Bande) angeregt (Abb. 38a). GSB1 und ESA1 können der Rhodamin-Einheit 

zugeordnet werden. Die Signale nehmen bereits im 200 – 500 fs Bereich wieder ab. Zeitgleich werden 

zwei neue Banden gebildet, GSB2 und ESA2, die dem BODIPY zugeordnet werden können. Abbildung 

38b zeigt die beiden Transienten bei 575 nm (GSB1) und 670 nm (GSB2). Das GSB1-Signal nimmt in den 

ersten 300 fs nach Anregung etwa um die Hälfte ab. Auf derselben Zeitskala erreicht das GSB2-Signal 

mehr als 90% seines maximalen Werts. Dies weist auf einen effizienten Energietransfer im < 500 fs-

Bereich hin, bis sich schließlich ein Gleichgewicht zwischen dem angeregten Zustand des Rhodamins 

und des BODIPYs einstellt. ESA1 zerfällt nicht auf derselben Zeitskala wie GSB1. Das liegt allerdings 

daran, dass ESA1 nicht alleinig dem Rhodamin zuzuordnen ist. BODIPY weist zwei ESA-Banden bei 

470 nm und 570 nm auf (vgl. Abb. 37, rechts). Bei der vorliegenden ESA1-Bande handelt es sich also 

um eine Überlagerung der abnehmenden Rhodamin-ESA und der sich bildenden BODIPY-ESA. 

Insgesamt besteht der angeregte Zustand für etwa 1 ns.  

Um mögliche elektronische Interaktionen der beiden Chromophore zu untersuchen, wurde 

RHO-BPY-OH zusätzlich bei 655 nm (BODIPY-Bande) angeregt (Abb. 38c). In diesem Fall werden die 

Dynamiken des angeregten Zustandes hauptsächlich durch das BODIPY bestimmt. Es ist zwar eine 

Abbildung 37: Transiente Absorptionsmessungen von RHO IV nach Anregung bei 565 nm (links) und BODIPY 21 nach Anregung 
bei 660 nm (rechts). GSB = Ground State Bleach, SE = Stimulated Emission, ESA = Excited State Absorption. Modifizierte 
Abbildung entnommen aus Asido et al. 2022.[180] 
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schwache GSB-Bande bei 570 nm zu sehen, die dem Bleichen des Rhodamin-Grundzustandes 

zuzuordnen ist (GSB2), allerdings geht diese wahrscheinlich auf eine schwache Restabsoprtion des 

Rhodamins bei 655 nm zurück. Diese Bande sollte bereits auf einer kürzeren Zeitskala als hier zu sehen 

bei 10 – 100 ps erscheinen, allerdings überlappt sie möglicherweise mit dem ESA2-Signal und wird von 

diesem kompensiert. Auch die Transienten der beobachteten GSB- und ESA-Banden zeigen, dass die 

Anregung von RHO-BPY-OH bei 655 nm zu einem lokal angeregten Zustand des BODIPYs führt und 

keine Wechselwirkung der Chromophore im angeregten Zustand vorliegt (Abb. 38d). 

Des Weiteren wurden die Ergebnisse der Kurzzeitmessungen durch theoretische Berechnungen 

gestützt, die im AK Burghardt der Goethe-Universität von Carsten Hamerla, Maximiliane Horz und Dr. 

Madhava Shyam Niraghatam durchgeführt wurden. Mithilfe von zeitaufgelöster 

Dichtefunktionaltheorie wurden die elektronischen Übergänge in der Dyade RHO-BPY-OH betrachtet. 

Abbildung 39a zeigt die Grenzorbitale der relevanten angeregten Zustände der Dyade. Es existieren 

drei Einphotonen-zugängige helle Zustände mit den Anregungsenergien 2.14 eV (579 nm, S1), 2.86 eV 

(434 nm, S2) und 3.43 eV (362 nm, S3), gefolgt von einem dunklen Zustand bei 3.51 eV (354 nm, S4). S1 

und S3 sind auf dem BODIPY lokalisiert, während S2 und S4 auf dem Rhodamin lokalisiert sind. Beim S4 

handelt es sich um den Zweiphotonen-aktiven Zustand. Abbildung 39b zeigt die Abläufe im angeregten 

Abbildung 38: a) Transiente Absorptionsmessung von RHO-BPY-OH nach Anregung bei 560 nm. b) Transienten der GSB- bzw. 
der ESA-Signale nach Anregung bei 560 nm. Die Spektren indizieren einen schnellen Energietransfer unter 500 fs. c) Transiente 
Absorptionsmessung von RHO-BPY-OH nach Anregung bei 655 nm. d) Transienten der GSB- bzw. der ESA-Signale nach 
Anregung bei 655 nm. Hier ist keine Wechselwirkung zwischen dem Rhodamin und dem BODIPY zu erkennen. Modifizierte 
Abbildung entnommen aus Asido et al. 2022.[180] 
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Zustand, die mithilfe von quadratic response calculations analysiert wurden. Die Photoanregung führt 

zu einem Übergang in den S4-Zustand über einen Zweiphotonen-Prozess. Von dort findet eine schnelle 

interne Konversion innerhalb des Rhodamin-Fragments in den S2-Zustand statt. Eine Beteiligung des 

S3-Zustandes an diesem Schritt wurde nicht gefunden. Es folgt schließlich der Energietransfer 

(EET = excitation energy transfer) in den S1 (BODIPY). Von dort können photochemische Prozess, wie 

die gewünschte Uncaging-Reaktion, stattfinden. 

Weiterhin wurden Berechnungen zur Bestimmung der Zeitskala, auf der der Energietransfer 

stattfindet, durchgeführt. Die interne Konversion wurde hierfür vernachlässigt, da angenommen 

wurde, dass dieser Prozess innerhalb weniger Femtosekunden abläuft. Die quanten-dynamische 

Analyse ergab, dass sich der Energietransfer von Rhodamin zu BODIPY auf einer Zeitskala von 200 fs 

ereignet. Dies steht in gutem Einklang mit der Zeitskala, die mithilfe der experimentellen 

Abbildung 39: a) Grenzorbitale der relevanten angeregten Zustände von RHO-BPY-OH. b) Darstellung der Abläufe im 
angeregten Zustand nach Zweiphotonen-Anregung von RHO-BPY-OH. Modifizierte Abbildung entnommen aus Asido et al. 
2022.[180] 
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spektroskopischen Messungen gefunden bestimmt wurde (300 fs). Es handelt sich somit um einen sehr 

schnellen und effizienten Energieübertrag. Da die Zeitskala von FRET typischerweise im ps – ns-Bereich 

liegt, wird hier von einer anderen Art an Energietransfer im angeregten Zustand ausgegangen.[188] Aus 

diesem Grund wurde die allgemeine Bezeichnung EET (excitation energy transfer) gewählt. 

 

3.1.4. Photolyse der Rhodamin-BODIPY-Dyade 

Im letzten Schritt des Projekts wurde die Photolyse der synthetisierten Dyade von Dr. Marvin Asido 

aus dem AK Wachtveitl untersucht. Dazu wurde RHO-BPY-PNA mit einer LED bei 565 nm in Methanol 

bestrahlt. Abbildung 40a-c zeigt die Änderung der Absorption während der Belichtung. Im Bereich 

300 – 400 nm, sowie 580 – 700 nm, welche beide zur BODIPY-Absorption gehören, ist ein deutliches 

Photobleichen zu sehen. Die Rhodamin-Bande bei 560 nm bleibt dagegen während der Bestrahlung 

bestehen. Im UV-Bereich (bei ca. 300 nm) entsteht eine neue Bande, die entweder dem bei der 

Photolyse freigesetzten PNA oder dem Photoprodukt der Dyade zuzuordnen ist. 

Weiterhin wurde die Photolyse durch die direkte Anregung des BODIPY-Photocages getestet. Die 

Bestrahlung von RHO-BPY-PNA mit einer 660 nm LED lieferte vergleichbare Spektren wie bei der 

Belichtung mit 565 nm, allerdings mit einer geringeren Amplitude (Abb. 40d-f). Somit führt sowohl die 

Anregung des Rhodamins als auch des BODIPYs zur gewünschten Freisetzung des Substrats. Die etwa 

3-fach höhere Amplitude bei der 565 nm Anregung im Vergleich zur 660 nm Anregung zeigt zum einen, 

dass das Rhodamin aufgrund seines außerordentlich hohen molaren Absorptionskoeffizienten besser 

als das BODIPY in der Lage ist, Photonen aufzunehmen und zum anderen wird der effiziente 

Energietransfer untermalt, der der BODIPY Photolyse nach Rhodamin-Anregung zugrunde liegt. 

Zuletzt wurde RHO-BPY-OH als Kontrolle bestrahlt, da hier keine Photolyse zu beobachten sein sollte 

(Abb. 40g-i). Das Differenzspektrum weicht deutlich von RHO-BPY-PNA ab. Eine Verschiebung der 

Bande um 300 nm, die der Abspaltung von PNA zugeordnet war, ist erwartungsgemäß nicht zu sehen. 

Bei 360 nm und 660 nm liegen die gleichen negativen Banden wie bei der Dyade mit Abgangsgruppe 

vor, die auf ein Bleichen des BODIPYs hinweisen. Allerdings entstehen diesmal zeitgleich zwei neue 

Signale im Bereich 250 – 290 nm und 500 – 600 nm. Es ist aus der Literatur bekannt, dass die 

Doppelbindungen von Styryl-substituierten BODIPYs lichtinduziert oxidativ gespalten werden 

können.[57] Das Entstehen von Absorptionsbanden um 580 nm (eine Styryl-Gruppe weniger) und 

520 nm (zwei Styryl-Gruppen weniger) würde dafürsprechen, dass die Anregungsenergie im Falle der 

Dyade ohne Abgangsgruppe (statt zu einer Uncaging-Reaktion) zur Spaltung des BODIPY-Photocages 

durch eine Photooxidation führt. 
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Zusammenfassend wurde im Zuge dieses Projekts eine molekulare Dyade bestehend aus einem 

Rhodamin-Fluorophor und einem BODIPY-Photocage für verbessertes Zweiphotonen-Uncaging 

synthetisiert. Die Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitte des Donor-Fluorophors wurden durch TPEF-

Messungen bestimmt. Der Energietransfer zwischen dem Rhodamin-Donor und dem BODIPY-Akzeptor 

wurde mittels transienter Ultrakurzzeit-Spektroskopie und quantenmechanischen Berechnungen 

untersucht. Beide Methoden bestätigten einen sehr schnellen Energieübertrag unterhalb von 500 fs. 

Die Freisetzung der Abgangsgruppe PNA konnte sowohl nach Einphotonen-Anregung des Rhodamins 

als auch des BODIPYs mithilfe von UV/vis-Absorptionsmessungen qualitativ nachgewiesen werden. 

Eine Quantifizierung des Uncaging-Prozesses war allerdings anhand der Absorptionsmessungen nicht 

möglich, da im UV-Bereich mehrere Absorptionen überlappen. Außerdem war der beobachtete Effekt 

sehr gering, was wahrscheinlich an der niedrigen Uncaging-Quantenausbeute des verwendeten 

BODIPY-Photocages lag (rel = 0.004% für eine vergleichbare BODIPY PPG mit Acetat als 

Abgangsgruppe, vgl. Kapitel 1.1.3.). Außerdem ist bekannt, dass Styryl-substituierte BODIPYs 

lichtinduziert oxidativ gespalten werden können, ein Effekt, der bei Bestrahlung von RHO-BPY-OH 

beobachtet wurde. Es ist nicht auszuschließend, dass diese Reaktion auch in geringerem Maß bei der 

Dyade mit Abgangsgruppe aufgetreten ist. 

Bei der Weiterführung des Projekts wurde der Fokus auf die Verbesserung der Stabilität und der 

Photolyse-Effizienz des Photocages gelegt. Dies sollte eine Quantifizierung der Uncaging-Reaktion 

ermöglichen. Weiterhin wurde nach Möglichkeiten gesucht, das Uncaging nach Zweiphotonen-

Anregung nachzuweisen, da bisher nur die Einphotonen-Photolyse betrachtet wurde. Die Umsetzung 

dieser Ziele wird im nächsten Kapitel beschrieben. 

Abbildung 40: Belichtung von RHO-BPY-PNA bei 565 nm (a-c) und 660 nm (d-f), sowie Belichtung von RHO-BPY-OH bei 565 nm 
(g-i). Normalisierte Absorptionsspektren im Verlauf der Photolyse (a, d, g) mit Zoom in den Bereich 280 – 340 nm (b, e, h). 
Differenzspektren in Relation zur anfänglichen Dunkelmessung (c, f, i). Die Spektren wurden in Methanol in 30 s Intervallen 
innerhalb eines gesamten Belichtungszeitraums von 6000 s gemessen. Modifizierte Abbildung entnommen aus Asido et al. 
2022.[180] 
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3.2. Optimierung der Rhodamin-BODIPY-Dyade für Zweiphotonen-Uncaging 

Im vorherigen Kapitel wurde ein Distyryl-substituierter BODIPY-Photocage für das Rhodamin-

sensibilisierte Zweiphotonen-Uncaging von PNA verwendet. Allerdings erschwerten die niedrige 

Uncaging-Quantenausbeute und die geringe Photostabilität dieser PPG die Untersuchung der 

Uncaging-Reaktion. In diesem Kapitel wird die Synthese einer optimierten Rhodamin-BODIPY-Dyade, 

die Quantifizierung der Einphotonen-Photolyse, sowie der qualitative Nachweis des Zweiphotonen-

Uncagings beschrieben. Die folgenden Ergebnisse wurden in Publikation II (Weber et al. 2023) aus der 

vorangestellten Liste veröffentlicht.[189] 

 

3.2.1. Synthese des verbesserten BODIPY-Photocages und der neuen Dyaden 

Wie bereits in Kapitel 1.1.3. beschrieben, publizierten Winter et al. 2020 die Synthese von 

konformationell eingeschränkten, Rotlicht-absorbierenden BODIPY-Derivaten. Durch die Rigidisierung 

des Grundgerüsts wurde sowohl die oxidative Spaltung der Doppelbindungen, als auch unproduktive 

Relaxationspfade aus dem angeregten Zustand durch die freie Rotierbarkeit dieser Substituenten 

unterbunden. Daraus resultieren eine höhere Photostabilität und eine um den Faktor 103 verbesserte 

Uncaging-Quantenausbeute. BODIPY 26 wurde somit nach Vorschrift von Winter et al. synthetisiert 

(Abb. 41).[8] 

Im ersten Schritt wurde aus 6-Methoxytetralon (23) durch die Reaktion mit Hydroxylamin unter 

Wasserabscheidung das entsprechende Oxim gebildet (24). Dieses wurde anschließend in einer 

Trofimov-Reaktion mit Acetylen und Lithiumhydroxid umgesetzt.[190] Der Mechanismus dieser 

Reaktion ist in Abbildung 42 dargestellt. Wichtig ist hierbei das Lösungsmittel DMSO. Dieses bildet 

einen Komplex mit dem Lithiumoximat 24a. Durch das DMSO wird das Kontaktionenpaar 

(Lithiumkation und Oxim-Anion) separiert, was deren elektrostatische Anziehung vermindert (24b). 

Die Basizität des Oxim-Anions nimmt dementsprechend zu und ermöglicht einen nukleophilen Angriff 

an das Acetylen. Der aromatische Ring des Tetralons kann hierbei vorteilig sein, indem er das Acetylen-

Molekül präkoordiniert. Das gebildete O-Vinyl-Oxim 24c unterläuft eine 1,3-H-Verschiebung zum 

Enamin 24d und eine anschließende [3,3]-Umlagerung zum Aldehyd 24e. Dieser kann dann unter 

Bildung des Fünfrings 24f kondensieren. Er erfolgt eine Wasserabspaltung (24g) und eine weitere 1,3-

Abbildung 41: Reaktionsschema der Synthese des neuen BODIPY-Photocages. 
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H-Verschiebung, sodass schließlich das gewünschte Pyrrol 25 gebildet wird. Da das Acetylen im 

Überschuss vorliegt, kann der Stickstoff von Pyrrol 25 mit diesem weiterreagieren, sodass zum Teil 

auch das Vinyl-substituierte Nebenprodukt 25a entstanden ist. Pyrrol 25 wurde unter den bereits 

beschriebenen Bedingungen mit Acetoxyacetylchlorid, DIPEA und Bortrifluoriddiethyletherat zum 

BODIPY-Photocage 26 umgesetzt. 

Als nächstes sollte der neue BODIPY-Photocage wieder an einen 2P-Donorfluorophor geknüpft 

werden. Aufgrund der bereits erfolgten photophysikalischen Charakterisierung und den 

hervorragenden Zweiphotonen-Eigenschaften, wurde dasselbe Rhodamin-Derivat wie im vorigen 

Projekt gewählt (siehe Abschnitt 3.1.1). Zunächst wurde BODIPY 26 mit einem Überschuss 

Methylmagnesiumiodid umgesetzt. Dadurch wurde zum einen die Acetylgruppe hydrolysiert und zum 

anderen wurden die Fluoride am Bor durch Methylgruppen substituiert. Diese Modifikation sorgt 

dafür, dass sich die Uncaging-Quantenausbeute aufgrund der Erhöhung der Elektronendichte auf dem 

Chromophor verbessert (vgl. Kapitel 1.1.3.). Der Alkohol 27 wurde mit Dess-Martin-Periodinan zum 

Aldehyd 28 oxidiert, wodurch anschließend wieder der Alkin-Linker durch eine Barbier-Reaktion mit 

Zink und Propargylbromid eingeführt werden konnte. Es wurde sich erneut für para-Nitroanilin (PNA) 

als Abgangsgruppe entschieden. Analog zur Synthese von RHO-BPY-OH und RHO-BPY-PNA aus dem 

vorherigen Projekt wurden mit dem neuen Photocage wieder zwei Dyaden ausgehend von BODIPY 29 

(ohne Abgangsgruppe) bzw. BODIPY 30 (mit Abgangsgruppe) durch die Sonogashira-Kupplung mit 

RHO V synthetisiert. Somit wurden RHO-BPY‘-OH und RHO-BPY‘-PNA in guten Ausbeuten erhalten 

(Abb. 43). RHO-BPY‘-OH entspricht dem Photolyseprodukt von RHO-BPY‘-PNA in wässriger Umgebung 

und dient somit als Referenzsystem. 

Abbildung 42: Reaktionsmechanismus der Trofimov-Reaktion von 6-Methoxytetralon mit Acetylen und LiOH in DMSO. 
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3.2.2. Photophysikalische & photochemische Charakterisierung der neuen Dyaden 

Die Absorptionsspektren von RHO-BPY‘-PNA und RHO-BPY‘-OH wurden in einem 7:3-Gemisch aus 

Acetonitril und 0.1 M TEAA-Puffer aufgenommen (Abb. 44a). Beide Spektren weisen zwei deutliche 

Banden im sichtbaren Bereich auf, die der Rhodamin-Absorption (~570 nm) und der BODIPY-

Absorption (~630 nm) zugeordnet werden können. Zum Vergleich sind die Spektren der beiden 

einzelnen Chromophore RHO V (blau gepunktet) und BODIPY 29 (rot gepunktet) dargestellt. Die 

gemessenen molaren Absorptionskoeffizienten der Dyaden betragen 65250 M-1 cm-1 bei 571 nm und 

41120 M-1 cm-1 bei 638 nm für RHO-BPY‘-PNA, sowie 60140 M-1 cm-1 bei 569 nm und 42730 M-1 cm-1 

bei 629 nm für RHO-BPY‘-OH. Die lichtinduzierte Freisetzung von PNA wurde zunächst über den 

Einphotonen-Prozess untersucht. Dafür wurde eine 10 µM Lösung aus RHO-BPY‘-PNA in ACN/TEAA 

Abbildung 43: Syntheseroute der Darstellung der Dyaden RHO-BPY‘-OH und RHO-BPY‘-PNA mit neuem BODIPY-Photocage. 
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(7:3) mit einer LED bei 565 nm bestrahlt. Bei der ursprünglichen Dyade RHO-BPY-PNA (BODIPY mit 

Styryl-Substituenten) war eine Verfolgung der Photoreaktion über die HPLC nicht möglich. Aufgrund 

der geringen Uncaging-Quantenausbeute wurde viel Licht benötigt, um einen nachweisbaren Effekt 

hervorzurufen. Dies führte jedoch aufgrund der geringeren Stabilität des verwendeten BODIPYs zu 

erhöhtem Photobleichen.  

Im Fall der optimierten Dyade RHO-BPY‘-PNA hingegen, konnte die Abnahme des Startmaterials und 

die Bildung von Photoprodukten im Zuge der Belichtung mithilfe der HPLC verfolgt werden (Abb. 44b). 

Beim Hauptprodukt der Photolyse handelte es sich um RHO-BPY‘-OH, was durch hochaufgelöste 

Massenspektrometrie und den Vergleich der HPLC-Retentionszeit mit der synthetisierten Dyade ohne 

Abgangsgruppe bestätigt wurde. Ein weiteres Produkt (bei ca. 10 min Retentionszeit) war nicht 

eindeutig zu identifizieren. Da es erst im späteren Verlauf der Belichtung entsteht, ist davon 

auszugehen, dass es sich nicht um eine Konkurrenzreaktion der Photolyse, sondern um eine 

Weiterreaktion von RHO-BPY‘-OH handelt. Auch die Retentionszeit spricht dafür, dass sich die 

Abgangsgruppe PNA nicht mehr an diesem Molekül befindet. Die Absorptionen zeigten, dass beide 

Chromophore noch intakt sind und die Masse weist darauf hin, dass sie auch noch miteinander 

verknüpft sind. Das charakteristische Muster des Massensignals zeigt, dass ein Bor-Atom vorhanden 

ist, sodass eine Deborylierung ausgeschlossen ist. Somit ist von einer lichtinduzierten Substitution am 

Bor auszugehen, die auch schon in der Literatur beschrieben wurde.[162] 

Um die Quantenausbeute der Photoreaktion zu bestimmen, wurden 50 µl Aliquote von RHO-BPY‘-PNA 

in 10 µM ACN/TEAA (7:3) zu unterschiedlichen Belichtungszeiten unter Zugabe eines internen 

Standards über die HPLC betrachtet. Die Abnahme des Startmaterials wurde dabei über das 

Peakintegral in Relation zum internen Standard bestimmt. Die Messungen zu jeder Belichtungszeit 

wurden dreimal wiederholt und gemittelt. Die Parameter der entstandenen Photolysekurve wurden 

Abbildung 44: a) Absorptionsspektren der neuen Dyaden RHO-BPY‘-PNA und RHO-BPY‘-OH, sowie der einzelnen Chromophore 
RHO V und BODIPY 29 in ACN/TEAA (7:3). b) HPLC-Chromatogramme des Verlaufs der Photolyse von RHO-BPY‘-PNA in 
ACN/TEAA (7:3) bei 0 h, 1 h und 7 h bei Bestrahlung mit 565 nm. 
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anschließend verwendet, um die Uncaging-Quantenausbeute mithilfe der Arbeitskreis-internen 

Software PHITS zu berechnen. Dafür wurde ebenfalls der Photonenfluss der verwendeten LEDs 

benötigt, welcher mithilfe eines Fulgid-Photoschalters als chemisches Aktinometer ermittelt 

wurde.[191] Unter Verwendung einer 565 nm LED wurde schließlich eine Quantenausbeute von 

rel = 1.6% bestimmet. Zusätzlich wurden Belichtungsexperimente mit einer 625 nm LED durchgeführt 

(direkte Anregung des BODIPY-Photocages). Hierbei betrug die Uncaging-Quantenausbeute 

rel = 1.0%. Der 1.6-fache Anstieg von rel bei Bestrahlung mit 565 nm im Vergleich zu 625 nm 

entspricht auch dem Verhältnis der molaren Absorptionskoeffizienten bei diesen Wellenlängen (und 

somit der besseren Fähigkeit des Rhodamins Photonen einzufangen), was einen effektiven 

Energietransfer von Rhodamin zu BODIPY indiziert. 

 abs [nm] flu [nm]  [M-1 cm-1] rel [%] 

RHO-BPY‘-PNA 571 

638 

603 

648 

65250 

41120 

1.6 (565 nm) 

1.0 (625 nm) 

RHO-BPY‘-OH 569 

629 

598 

639 

60140 

42730 

- 

- 

Tabelle 2: Übersicht der photophysikalischen und –chemischen Eigenschaften von RHO-BPY‘-PNA und RHO-BPY‘-OH. 

In Tabelle 2 sind die ermittelten photophysikalischen und photochemischen Parameter der Dyaden 

RHO-BPY‘-PNA und RHO-BPY‘-OH zusammengefasst. Es wurde eine Besonderheit in Bezug auf die 

Fluoreszenzeigenschaften der beiden Dyaden gefunden. Dafür sind die Fluoreszenzspektren nach 

530 nm Anregung von je 1 µM Lösungen aus RHO-BPY‘-PNA bzw. RHO-BPY‘-OH in ACN/TEAA (7:3) 

aufgenommen worden (Abb. 45). Das Spektrum von RHO-BPY‘-PNA weist zwei schwache 

Fluoreszenzbanden auf, die der Rhodamin- und der BODIPY-Emission zugeordnet werden können. Die 

rotverschobene Bande (BODIPY) ist dabei etwas stärker ausgeprägt. Da das BODIPY bei der 

Anregungswellenlänge so gut wie keine Absorption aufweist, muss das Fluoreszenzsignal aus einem 

Energietransfer nach Rhodamin-Anregung resultieren. Die geringe Intensität dieser Bande könnte 

dabei auf ein Fluoreszenz-Quenchen durch die Abgangsgruppe PNA zurückzuführen sein. Es ist aus der 

Literatur bekannt, dass elektronenarme Aromaten wie PNA mittels PET (photoinduced electron 

transfer) als Quencher für BODIPYs wirken können.[167] Das Spektrum von RHO-BPY‘-OH dagegen weist 

eine intensive Bande im Wellenlängenbereich der Rhodamin-Fluoreszenz auf. Falls BODIPY-

Fluoreszenz vorliegt, ist diese sehr schwach und wird von dem Rhodamin-Signal überlagert. Im Fall von 

RHO-BPY‘-OH scheinen somit die Dynamiken im angeregten Zustand nicht von dem Energietransfer 

auf das BODIPY, sondern von der hohen Fluoreszenzquantenausbeute des Rhodamins geprägt zu sein. 

Für die Photoreaktion ergibt sich hierdurch ein wertvolles Charakteristikum. Da es sich bei 

RHO-BPY‘-OH um das Hauptprodukt der Photolyse von RHO-BPY‘-PNA handelt, bedeutet dies, dass 
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der Uncaging-Prozess mit einem deutlichen Fluoreszenzanstieg bei 600 nm einhergeht. Dadurch 

ergaben sich neue Möglichkeiten für den Nachweis von Zweiphotonen-Uncaging mithilfe eines 

Fluoreszenzmikroskops, welche im nächsten Kapitel beschrieben werden. 

 

3.2.3. Zweiphotonen-Uncaging unter dem Fluoreszenzmikroskop 

Der Nachweis von Zweiphotonen-Uncaging stellt generell eine gewisse Herausforderung dar, da es sich 

um einen mikroskopisch kleinen Effekt handelt. Aufgrund des geringen Anregungsvolumens von 2PA 

(~1 fl) ist die Belichtung der Probe in einer Küvette oder ähnlichem Behältnis schwierig, da eine 

homogene Aktivierung der Probe kaum zu realisieren wäre. Somit werden für den Nachweis von 

Zweiphotonen-Uncaging in der Regel Fluoreszenz-Essays entwickelt.[192] Fluoreszenzbasierte 

Methoden haben den Vorteil sehr sensitiv zu sein. Weiterhin können mithilfe eines 

Fluoreszenzmikroskops geringe Teile einer Probe ortsaufgelöst aktiviert und beobachtet werden. 

Erfreulicherweise wurde beobachtet, dass die Photolyse von RHO-BPY‘-PNA zu RHO-BPY‘-OH mit einer 

deutlichen Änderung des Fluoreszenzspektrums einhergeht. Dies ermöglichte einen qualitativen 

Nachweis des Zweiphotonen-induzierten Uncagings mithilfe eines Fluoreszenzmikroskops. Für eine 

solche Anwendung ist allerdings eine Immobilisierung der Probe vonnöten, um die Diffusion der 

aktivierten Moleküle zu vermeiden. Eine Möglichkeit der Immobilisierung wäre, die Chromophore 

mithilfe eines Linkers kovalent an einer Oberfläche, wie z.B. einem Hydrogel, zu befestigen. Da die 

Einführung eines Linkers allerdings sowohl mit einen erneuten Syntheseaufwand einherginge, als auch 

der Einfluss dieses Linkers auf die elektronische Struktur und somit das photophysikalische Verhalten 

der Dyade unvorhersehbar war, wurde sich dafür entschieden nach einer Immobilisierungsmethode 

Abbildung 45: Fluoreszenzspektren von RHO-BPY‘-OH und RHO-BPY‘-PNA, je 1 µM in ACN/TEAA (7:3) nach Anregung 
(exc. = excitation) bei 530 nm. Bei 600 nm liegt ein etwa 12-facher Anstieg der Fluoreszenzintensität vor. Entnommen aus 
Weber et al. 2023.[189] 
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zu suchen, die keine Modifikation des bestehenden Systems voraussetzte. Somit wurde entschieden, 

die Moleküle in Liposomen einzubetten. 

Die Präparation der Liposomen wurde von Kerby Chok aus dem AK Glaubitz der Universität Frankfurt 

durchgeführt. RHO-BPY‘-PNA wurde in unilamellare DOPC-Liposomen mit einer durchschnittlichen 

Größe von je 300 – 400 nm eingebaut. Die Anzahl der Dyaden-Moleküle pro Vesikel wurde auf etwa 

20000 berechnet. Die Liposomen wurden in PBS-Puffer suspendiert und konnten in dieser Form für die 

fluoreszenzmikroskopischen Experimente verwendet werden. 

Die entsprechende Untersuchung der Proben mittels Fluoreszenzmikroskopie wurde von Dr. Stephan 

Junek, dem Leiter der Abteilung für Mikroskopie des Max-Planck-Instituts für Hirnforschung, 

durchgeführt. Es wurde ein konfokales Fluoreszenzmikroskop verwendet, um die Emissionsspektren 

von jedem Punkt der Probe abrastern zu können. Die Fluoreszenzanregung für die Abbildung der 

Liposomen erfolgte bei 561 nm mit geringer Laserleistung (5 µW). In Abbildung 46 sind die 

aufgenommenen Bilder dargestellt. Die einzelnen Liposomen erscheinen als rote runde Punkte. Es 

wurde jeweils ein Zielliposom (grün eingekreist), das für das Uncaging verwendet wurde, und ein 

Referenzliposom (orange eingekreist), das nicht bestrahlt wurde, betrachtet. Vor dem Uncaging 

weisen beide Liposomen eine rote Fluoreszenz auf, genauer gesagt eine sehr schwache Bande bei 

600 nm und ein deutliches Signal bei 660 nm (Abb. 46a). Dies stimmt mit dem zuvor aufgenommenen 

Fluoreszenzspektrum von RHO-BPY‘-PNA überein (vgl. Abb. 45), auch wenn das Intensitätsverhältnis 

der beiden Banden abweicht. Anschließend wurde das Zielliposom zunächst im Einphotonen-

Experiment mit 561 nm bestrahlt. Für das Uncaging wurde eine deutlich höhere Laserleistung 

verwendet (1000 µW) als für die Fluoreszenzanregung. Das Emissionsspektrum des bestrahlten 

Liposoms weist eine Verschiebung zu 600 nm auf und folglich einen 16-fachen Intensitätsanstieg bei 

dieser Wellenlänge, was sich auch sichtbar durch die gelb-orangefarbene Fluoreszenz äußert 

(Abb. 46b). Das Spektrum stimmt somit mit dem von RHO-BPY‘-OH überein und dient als Nachweis 

einer stattgefundenen Photolyse. Das Emissionsspektrum des nicht bestrahlten Referenzliposoms 

blieb wie erwartet unverändert. Als nächstes wurde das Zweiphotonen-Experiment durchgeführt. 

Dafür wurde ein neu ausgewähltes Liposom mit 810 nm bestrahlt (3000 µW). Es wurde dasselbe 

Verhalten wie im vorigen Experiment gefunden. Vor Bestrahlung weisen sowohl Ziel- als auch 

Referenzliposom ein rotes Fluoreszenzsignal um 660 nm auf (Abb. 46c). Nach Uncaging mit 810 nm 

zeigt das Zielliposom die erwartete Verschiebung zu 600 nm (Abb. 46d). Somit konnte gezeigt werden, 

dass die Dyade RHO-BPY‘-PNA sowohl durch Einphotonen- als auch durch Zweiphotonen-Anregung 

des Rhodamin-Moleküls die Abgangsgruppe PNA freisetzen kann. 
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Zusammenfassend wurde im Zuge dieses Projekts eine optimierte molekulare Dyade bestehend aus 

einem Rhodamin-Fluorophor und einem BODIPY-Photocage für verbessertes Zweiphotonen-Uncaging 

synthetisiert. Durch die Wahl eines neuen Rotlicht-absorbierenden BODIPY-Photocages konnte eine 

höhere Photostabilität und eine verbesserte Uncaging-Quantenausbeute realisiert werden. Die 

Freisetzung der Abgangsgruppe PNA konnte sowohl bei Bestrahlung mit 565 nm (Rhodamin-

Anregung), als auch mit 660 nm (BODIPY-Anregung) nachgewiesen werden. Für die jeweiligen Prozesse 

wurde eine Uncaging-Quantenausbeute von rel = 1.6% (565 nm) bzw. rel = 1.0% (625 nm) bestimmt. 

Bei der Untersuchung der Fluoreszenzeigenschaften wurde herausgefunden, dass die Dyade mit 

Abgangsgruppe (RHO-BPY‘-PNA) eine deutlich rotverschobene Fluoreszenz im Vergleich zu seinem 

Photolyseprodukt ohne Abgangsgruppe (RHO-BPY‘-OH) aufweist. Die Änderung des 

Fluoreszenzsignals ermöglichte einen qualitativen Nachweis des Zweiphotonen-Uncagings mithilfe 

eines Fluoreszenzmikroskops. Zu diesem Zweck wurde RHO-BPY‘-PNA immobilisiert, indem es in 

Liposomen eingebettet wurde. Die Belichtungsexperimente unter dem konfokalen 

Fluoreszenzmikroskop zeigten schließlich, dass die gewünschte Fluoreszenzänderung sowohl durch die 

Bestrahlung der Liposomen mit 561 nm, als auch mit 810 nm stattfindet. Somit wurde bewiesen, dass 

die verwendete BODIPY PPG sowohl durch die Einphotonen- als auch die Zweiphotonen-Anregung des 

kovalent verknüpften Rhodamin-Fluorophors photolysiert werden kann. 

 

 

Abbildung 46: Photolyse-Experimente der immobilisierten Dyade RHO-BPY‘-PNA unter dem konfokalen Fluoreszenzmikroskop. 
Emissionsspektren eines Ziel- und eines Referenzliposoms a) vor und b) nach Bestrahlung bei 561 nm (Einphotonen-Uncaging), 
sowie Emissionsspektren eines Ziel- und eines Referenzliposoms c) vor und d) nach Bestrahlung bei 810 nm (Zweiphotonen-
Uncaging). Entnommen aus Weber et al. 2023.[189] 
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3.3. Einphotonen- und Zweiphotonen-Aktivierung eines Rhodamin-Fluorophors 

In diesem Kapitel wird die Synthese eines photoaktivierbaren Rhodamin-Fluorophors beschrieben. Die 

Fluoreszenzaktivierung konnte dabei mit blauem Licht (1P-Anregung) und NIR-Licht (2P-Anregung) 

erzielt werden. Die folgenden Ergebnisse wurden in Publikation III (Weber et al. 2023) aus der 

vorangestellten Liste veröffentlicht.[193] 

 

3.3.1. Synthese des gecageten Rhodamins 

Eine gängige Strategie zur Fluoreszenzunterdrückung bei Rhodaminen ist die Anbringung von 

photolabilen Schutzgruppen an den Amino-Substituenten. Befinden sich an diesen Stellen 

elektronenziehende Gruppen, wird das Rhodamin in seine geschlossene, nicht-fluoreszierende Lacton-

Form gezwungen. Bei Bestrahlung mit Licht der geeigneten Wellenlänge, werden die PPGs abgespalten 

und das Rhodamin kann seine zwitterionische fluoreszente Form annehmen (vgl. Kapitel 1.4.2.). 

Für dieses Projekt sollte ein Photocage gewählt werden, der sowohl mit sichtbarem Licht als auch über 

einen Zweiphotonen-Prozess mit NIR-Licht abgespalten werden kann. Es wurde sich somit für den 

DEACM450-Photocage entschieden. Diese PPG besitzt ein Absorptionsmaximum bei 450 nm, einen 

hohen molaren Absorptionskoeffizienten ( = 43000 M-1 cm-1) und vor allem eine sehr hohe Uncaging-

Quantenausbeute (rel = 0.39). Weiterhin zeigt sie eine gute Zweiphotonen-Aktivität über 900 nm 

(u = 0.5 GM). Diese Werte beziehen sich auf die Publikation von Ellis-Davies et al., die diesen 

Photocage entwickelt haben.[14] 

Somit wurde DEACM450 ausgehend von dem 4-Methylcumarin 31 synthetisiert (Abb. 47). Die ersten 

drei Syntheseschritte erfolgen nach Weinrich et al.[194] Die Umsetzung von 31 mit DMF-DMA lieferten 

das Enamin 32. Dieses konnte anschließend mit Natriumperiodat zum Aldehyd 33 oxidativ gespalten 

werden. Die Bildung des Alkohols 34 erfolgte durch eine Reduktion mit Natriumborhydrid. Von da an 

wurde der Synthesevorschrift von Ellis-Davis et al.[14] gefolgt. Die Hydroxygruppe wurde zunächst mit 

TBDMS geschützt (35). Anschließend folgte eine Bromierung in 3-Position mit N-Bromsuccinimid. Das 

bromierte Cumarin 36 konnte somit in einer Palladium-katalysierten Heck-Kupplung mit tert-

Butylacrylat umgesetzt werden, um das Cumarin 37 mit erweitertem -System zu erhalten. Durch die 

Umsetzung mit TFA wurde die tert-Butyl-Schutzgruppe entfernt. Das Molekül mit freier 

Carbonsäure 38 konnte dann im nächsten Schritt in einer Amidkupplung mit EDC mit einer Carboxy-

geschützten L-Asparaginsäure reagieren (39). Schließlich lieferte die Umsetzung mit TBAF den Alkohol 

40. Die Carboxygruppen wurden zunächst nicht entschützt, wie es beim eigentlichen DEACM450 der Fall 

ist, um die weitere Synthese zu erleichtern. 
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Die Anforderung an den Rhodamin-Fluorophor war, dass er eine hohe Fluoreszenzquantenausbeute 

besitzt und sich über 500 nm (außerhalb des Absorptionsbereiches des Photocages) anregen lässt. 

Weiterhin durften nur primäre oder sekundäre Amino-Substituenten verwendet werden, um eine freie 

Reaktionsstelle für den Photocage zu bieten. Aus diesen Gründen wurde das Q-Rhodamin-Grundgerüst 

gewählt. Dieses wurde gemäß der bekannten Synthese nach Auer et al.[182] aufgebaut (Abb. 48). Der 

Methylester am ortho-Carboxyphenylring wurde gewählt, um später einen Linker zur Immobilisierung 

des Fluorophors einführen zu können. Zunächst wurde dieser Methylester von Q-Rhodamin 43 mit 

Natriumhydroxid zur Carbonsäure 44 hydrolysiert. Anschließend wurde mithilfe von HATU in einer 

Amidkupplung ein einseitig Boc-geschütztes Ethylendiamin eingeführt. Im nächsten Schritt erfolgte die 

Anbringung der photolabilen Schutzgruppe. Aufgrund der geringen Nukleophilie der Rhodamin-

Stickstoffe müssen gute Elektrophile als Reaktionspartner gewählt werden. Dazu wurde der DEACM450-

Alkohol 40 mit Triphosgen aktiviert. Das gebildete Chloroformat 41 ist elektrophil genug, um mit Q-

Rhodamin 45 unter basischen Bedingungen zum gecageten Rhodamin 46 zu reagieren. 

Interessanterweise wurde trotz des Überschusses an 41 nur ein Photocage pro Rhodamin-Molekül 

gebunden. Der Erfolg der Reaktion hängt nicht nur von der Anwesenheit guter Elektrophile, sondern 

auch von den Substituenten am Rhodamin-Gerüst ab, die die Nukleophilie des Moleküls beeinflussen. 

So führte zum Beispiel die Reaktion von Q-Rhodamin 44 (freie Carbonsäure) mit dem aktivierten 

Photocage 41 zu keiner Produktbildung. Das gecagete Rhodamin 46 wurde anschließend mit TFA 

umgesetzt, wodurch die Aminogruppe und die Carboxygruppen entschützt wurden. Somit wurde das 

gecagete Rhodamin cQRho erhalten. Um dieses im späteren Verlauf an ein Hydrogel binden zu können 

Abbildung 47: Syntheseschema der Darstellung des DEACM450-Photocages ausgehend von 7-Diethylamino-4-methylcumarin. 
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wurde eine Thiol-Funktionalität benötigt. Dazu wurde cQRho mit 3-Mercaptopropansäure in einer 

Amidkupplung umgesetzt, wodurch das SH-reaktive gecagete Rhodamin cQRho-SH erhalten wurde. 

 

 

3.3.2. Photophysikalische Charakterisierung des gecageten Rhodamins 

Die Untersuchung der photophysikalischen Eigenschaften und die Photolyseexperimente wurden mit 

cQRho statt mit cQRho-SH durchgeführt, da letzteres zur Bildung von Disulfidbrücken neigt und somit 

Fluorophor-Dimere entstehen können, die die Fluoreszenzsignale verfälschen.[195] Zunächst wurde ein 

Absorptionsspektrum von cQRho in ACN/0.1 M TEAA-Puffer (7:3) aufgenommen (Abb. 49a). Es besteht 

aus zwei deutlichen Banden im sichtbaren Bereich, die der Cumarin-Absorption (~450 nm) und der 

Rhodamin-Absorption (~550 nm) zugeordnet werden können. Zum Vergleich sind die 

Absorptionsspektren der einzelnen Chromophore dargestellt, die auch den Photolyseprodukten der 

Uncaging-Reaktion von cQRho in wässriger Umgebung entsprechen. DEACM450 40b wurde durch die 

Entschützung von Verbindung 40a erhalten, während das „uncagete“ Rhodamin ucQRho durch die 

Abspaltung der Boc-Gruppe von Q-Rhodamin 45 gebildet wurde (Strukturformeln in Abb. 50 gezeigt). 

Die molaren Absorptionskoeffizienten von cQRho betragen 20100 M-1 cm-1 bei 455 nm und 

19010 M-1 cm-1 bei 558 nm. Die einzelnen Chromophore DEACM450 40b (23400 M-1 cm-1 bei 435 nm) 

Abbildung 48: Syntheseroute der Darstellung des DEACM450-geschützten Q-Rhodamins mit Thiol-Linker (cQRho-SH). 
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und ucQRho (25800 M-1 cm-1 bei 540 nm) besitzen etwas höhere molare Absorptionskoeffizienten. Die 

Fluoreszenzspektren der Einzelchromophore zeigen, dass sowohl DEACM450 40b als auch ucQRho ein 

starkes Fluoreszenzsignal aufweisen (Abb. 49c & d). Das Cumarin besitzt dabei einen deutlichen 

höheren Stokes-Shift (78 nm) als das Rhodamin (23 nm). Die Anregung von cQRho bei 500 nm lieferte 

dagegen ein kaum messbares Fluoreszenzsignal (Abb. 49b). Obwohl in der Literatur häufig publiziert 

ist, dass beide Rhodamin-Stickstoffe geschützt sein müssen (bzw. elektronenziehende Reste tragen 

müssen), um die Fluoreszenz zu unterdrücken,[11,158,170] scheint bei diesem Derivat eine einseitige 

Schützung ausreichend zu sein, um das Rhodamin in seine nicht-fluoreszierende Form zu zwingen. 

Zusätzlich wurde cQRho bei 400 nm angeregt (Cumarin-Bande). Auch die Cumarin-Fluoreszenz ist in 

diesem Molekül weitestgehend unterdrückt. Während die Fluoreszenzunterdrückung im Fall des 

Rhodamins konformationell bedingt ist, handelt es sich beim Cumarin vermutlich um einen Quenching-

Effekt durch das Rhodamin. Weiterhin wurden die Fluoreszenzquantenausbeuten dieser 

Verbindungen von Dr. Marvin Asido aus dem AK Wachtveitl der Goethe-Universität bestimmt. Das freie 

Rhodamin ucQRho weist eine hohe Fluoreszenzquantenausbeute von F = 73% auf. Für cQRho konnte 

dagegen keine Fluoreszenzquantenausbeute mittels integrativer Methoden bestimmt werden, da sie 

annähernd null beträgt. Dieser Kontrast bestätigt, dass es sich um eine gute Auswahl des Fluorophors 

Abbildung 49: a) Absorptionsspektren von cQRho, DEACM450 40b und ucQRho in ACN/TEAA (7:3). b) Fluoreszenzspektren von 
cQRho nach Anregung bei 400 nm (Cumarin-Bande) und 500 nm (Rhodamin-Bande) in ACN/TEAA (7:3). Fluoreszenzspektren 
der Photolyseprodukte c) DEACM450 40b und d) ucQRho in ACN/TEAA (7:3). Modifizierte Abbildung aus Weber et al. 2023.[193] 
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handelt und dass die Fluoreszenzunterdrückung durch die photolabile Schutzgruppe erfolgreich war. 

Die photophysikalischen Eigenschaften des gecageten Rhodamins cQRho, sowie dessen 

Photolyseprodukte DEACM450 40b und ucQRho sind in Tabelle 3 zusammengefasst. 

 abs [nm] flu [nm]  [M-1 cm-1] F [%] 

cQRho 455 

558 

511 

564 

20100 

19010 

- 

- 

DEACM450 40b 435 513 23400 29 

ucQRho 540 563 25800 73 

Tabelle 3: Photophysikalische Eigenschaften des gecageten Rhodamins cQRho und dessen Photolyseprodukte DEACM450 40b 
und ucQRho gemessen in ACN/TEAA (7:3). 

 

3.3.3. Photolyse des gecageten Rhodamins 

Zunächst wurde die Einphotonen-Photolyse des gecagten Rhodamins untersucht. Wie bereits im 

vorigen Abschnitt erwähnt, sollte durch die Bestrahlung von cQRho in wässriger Umgebung das offene 

Rhodamin ucQRho, sowie der freie Photocage DEACM450 40b entstehen (Abb. 50). 

Das gecagete Rhodamin cQRho wurde in ACN/TEAA (7:3) gelöst und mit einer LED bei 455 nm 

bestrahlt. Die Bildung des entschützten Rhodamins ucQRho wurde mittels HPLC und hochaufgelöster 

Massenspektrometrie bestätigt. Die Photolyse ging weiterhin mit einem deutlichen Fluoreszenzanstieg 

einher. Dieser ist in Abbildung 51a grafisch dargestellt. Im dunklen Zustand ist das Rhodamin praktisch 

nicht-fluoreszent nach Anregung bei 500 nm. Mit steigender Belichtungszeit konnte eine Erhöhung der 

Rhodamin-Fluoreszenz beobachtet werden, welche schließlich an seiner Obergrenze einen 32-fachen 

Intensitätsanstieg im Vergleich zum dunklen Zustand aufwies. Da die HPLC-Analyse ergeben hatte, dass 

es sich um eine saubere Photoreaktion ohne die Bildung von Nebenprodukten handelt, konnte 

annähernd davon ausgegangen werden, dass die gesamte Stoffmenge an cQRho im Zuge der Photolyse 

in ucQRho umgewandelt wird. Da somit die Fluoreszenzintensität näherungsweise proportional zur 

Konzentration des gebildeten Rhodamins ist, wurde die Uncaging-Quantenausbeute der Photolyse von 

Abbildung 50: Schematische Darstellung der Photolyse von cQRho bei 455 nm unter Bildung von ucQRho und DEACM450 40b. 
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cQRho anhand der Fluoreszenzspektren bestimmt. Dazu wurden je 50 µl Aliquote einer 2 µM Lösung 

aus cQRho in ACN/TEAA (7:3) unterschiedlich lang bei 455 nm bestrahlt und die gemessenen 

Fluoreszenzintensitäten am Maximum (flu = 563 nm) gegen die Belichtungszeit aufgetragen 

(Abb. 51b). Der Verlauf entspricht einer Kinetik Pseudo 1. Ordnung, die typisch für eine A→B 

Photoreaktion ohne konkurrierende Chromophore ist.[196] Bei der Sättigung des Fluoreszenzsignals 

konnte von einem kompletten Umsatz von cQRho zu ucQRho ausgegangen werden und die 

Intensitäten wurden in Konzentrations-Einheiten übertragen. An dieser Stelle wurden eventuelle 

Fluoreszenzminderungen durch Photobleichen vernachlässigt, da zum einen die Absorption von 

ucQRho bei der Belichtungswellenlänge sehr gering ist und zum anderen entsprechende Stabilitätstest 

mit dem synthetisch hergestellten ucQRho gezeigt hatten, dass der Fluorophor im betrachteten 

Zeitfenster photostabil ist. Die Uncaging-Quantenausbeute wurde anhand der Parameter der 

Photolysekurve der Bildung von ucQRho mithilfe der Software PHITS bestimmt. Die Photonenmenge 

der verwendeten LED wurde erneut mit dem Fulgid-Photoschalter als chemisches Aktinometer 

ermittelt. Somit wurde eine Quantenausbeute von rel = 0.01% berechnet. Dieser Wert ist deutlich 

niedriger als publizierte Uncaging-Quantenausbeuten für diesen Photocage.[14] Allerdings muss hierbei 

beachtet werden, dass es sich generell um eine andere Abgangsgruppe und speziell um ein 

Chromophor als Abgangsgruppe handelt. Aufgrund der räumlichen Nähe und der teilweise 

überlappenden Spektren des Photocages und des Fluorophors wäre eine Interaktion der beiden 

Chromophore im angeregten Zustand denkbar. Es wurde zusätzlich zum Fluoreszenzanstieg des 

Rhodamins auch die Fluoreszenzänderung des Cumarin Photocages durch eine Anregung der Probe 

bei 400 nm während der Photoreaktion betrachtet. Hier war ebenfalls ein Anstieg der 

Fluoreszenzintensität mit zunehmender Belichtungszeit zu beobachten. Dies spricht dafür, dass die 

Cumarin-Fluoreszenz im gecageten Molekül cQRho durch die Anwesenheit des Rhodamins gequencht 

wird und ansteigt, wenn das Photolyseprodukt DEACM450 40b gebildet wird. Solche Quenching-Effekte, 

Abbildung 51: a) Anstieg der Fluoreszenzintensität einer 2 µM Lösung aus cQRho in ACN/TEAA (7:3) mit zunehmender 
Belichtungszeit von 0 bis 180 min bei 455 nm aufgrund der Bildung von ucQRho. b) Fluoreszenzintensität bei 563 nm in 
Abhängigkeit der Belichtungszeit. Modifizierte Abbildung aus Weber et al. 2023.[193] 
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die zu einer strahlungslosen Desaktivierung des angeregten Zustands führen, könnten mit der 

Photoreaktion konkurrieren und somit die geringe Uncaging-Quantenausbeute erklären. Der Fokus des 

Projekts lag allerdings nicht auf der Optimierung der Photoreaktion, sondern auf der Anwendung des 

gecageten Rhodamins zur Charakterisierung von optischen Set-Ups. Zu diesem Zweck wurde die 

Fluoreszenzaktivierung von cQRho durch Einphotonen- bzw. Zweiphotonen-Uncaging mithilfe eines 

Fluoreszenzmikroskops untersucht und im folgenden Abschnitt beschrieben. 

 

3.3.4. 1P- und 2P-Aktivierung des gecageten Rhodamins unter dem Fluoreszenzmikroskop 

Für die Experimente unter dem Fluoreszenzmikroskop musste das gecagete Rhodamin zunächst 

immobilisiert werden. Dazu wurde cQRho-SH in ACN/TEAA (7:3) zusammen mit einem Hydrogel-Puffer 

(pH = 7.2) und PVA inkubiert. Dabei handelt es sich um ein lineares PVA-Polymer (Polyvinylalkohol), 

welches mit Thiol-Gruppen funktionalisiert ist. Das im Unterschuss vorliegende cQRho-SH kann somit 

über die Bildung von Disulfidbrücken an das Polymer gebunden werden. Anschließend wurde die 

Lösung mit dem zweiten Polymer vermischt. Dazu wurden lineare PEG-Polymere (Polyethylenglycol), 

die an den Enden jeweils Thiol-Gruppen tragen, verwendet. Sie binden an die restlichen SH-Gruppen 

des PVAs und bilden die Quervernetzung zwischen den Polymeren, um das dreidimensionale Hydrogel 

aufzubauen. Von diesem Hydrogel wurde ein Brechungsindex von 1.353 gemessen, welcher ähnlich zu 

den Werten von Wasser (1.333) und biologischem Gewebe (1.37 – 1.40) ist. 

Die Experimente mit dem Fluoreszenzmikroskop wurden von Dr. Stephan Junek, Leiter der Abteilung 

für Mikroskopie des Max-Planck-Instituts für Hirnforschung, durchgeführt. Dazu wurde das Hydrogel 

direkt auf den Objektträger pipettiert und mit einem Abdeckglas bedeckt. Um zu testen, ob die 

ortsaufgelöste Fluoreszenzaktivierung funktioniert, wurden Bilder durch die Fluoreszenzanregung mit 

grünem Licht (561 nm, 7.5 µW) vor und nach der Photoaktivierung aufgenommen (Abb. 52). Die 

Photoaktivierung wurde mit blauem Licht (488 nm, 6.6 mW) in einer benutzerdefinierten Region (Pfeil 

Abbildung 52: Mikroskopiebilder des Hydrogels nach Fluoreszenzanregung bei 561 nm a) vor Photoaktivierung und nach 
Photoaktivierung mit 488 nm einer benutzerdefinierten Region in Form eines b) Pfeils oder c) hv-Schriftzugs. Der 
Maßstabbalken beträgt 50 µm. Modifizierte Abbildung aus Weber et al. 2023.[193] 
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bzw. h-Schriftzug) durchgeführt. Es wurden stabile Fluoreszenzmuster mit hoher räumlicher Präzision 

generiert, die eine gleichmäßige Verteilung an Fluorophoren und einen hohen Kontrast (ca. 13-facher 

Fluoreszenzintensitätsanstieg) aufwiesen. Die 488 nm repräsentieren dabei eine häufig verwendete 

Anregungswellenlänge für biologische Anwendungen, wie z.B. die Anregung von GFP,[137] GCaMP-

Derivate[197] oder ChR2.[198] 

Besonders interessant war jedoch die Fragestellung, ob sich entsprechende Fluoreszenzmuster auch 

durch Zweiphotonen-Aktivierung generieren lassen, was die Darstellung von dreidimensionalen 

Strukturen erlauben würde. Hierzu wurden erneut Fluoreszenzbilder mit 561 nm vor und nach der 

Photoaktivierung aufgenommen (Abb. 53). Für die Photolyse wurden zwei quadratische Flächen des 

Hydrogels mit 488 nm (1P-Anregung) und 920 nm (2P-Anregung) bestrahlt. In beiden Fällen konnte 

eine gleichmäßige Fluoreszenzaktivierung mit hohem Kontrast beobachtet werden. Zusätzlich wurde 

ein Bilderstapel aufgenommen, indem der Abstand zwischen dem Objektiv und der Probe nach jeder 

Aufnahme eines Fluoreszenzbildes variiert wurde. Dadurch wurden Informationen über die 

Fluoreszenzaktivierung in z-Richtung erhalten. Abbildung 53c zeigt die Seitenansicht (x/z-Ansicht) der 

in Abbildung 53b dargestellten Quadrate. Im Fall der Einphotonen-Anregung werden alle Fluorophore 

im Strahlengang des Lasers aktiviert. Der helle Doppelkegel, dessen Öffnungswinkel durch die 

Abbildung 53: Fluoreszenzbilder a) vor und b) nach Photoaktivierung zweier quadratischer Regionen mit 488 nm (oben) und 
920 nm (unten). c) Überlagerter Bilderstapel in x/z-Richtung nach Photoaktivierung. Im Falle der 1P-Anregung (488 nm) 
werden alle Moleküle im Strahlengang angeregt, während das Aktivierungsvolumen bei der 2P-Anregung auf einen schmalen 
Bereich in z-Richtung begrenz ist. Der Maßstabbalken beträgt 10 µm. Modifizierte Abbildung aus Weber et al. 2023.[193] 
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numerische Apertur des Mikroskops bestimmt wird, visualisiert die Lichtverbreitung im Hydrogel. Die 

Photoaktivierung nach Zweiphotonen-Anregung ist dagegen auf einen schmalen Bereich in z-Richtung 

begrenzt. Obwohl die Moleküle oberhalb und unterhalb dieses Bereichs von dem Laserstrahl getroffen 

werden, werden sie aufgrund der intrinsischen dreidimensionalen Auflösung des nichtlinearen 2P-

Anregungsprozesses nicht angeregt. Es wurde somit gezeigt, dass durch die Aktivierung des im 

Hydrogel immobilisierten gecageten Rhodamins sowohl nach Einphotonen-Anregung (488 nm) als 

auch nach Zweiphotonen-Anregung (920 nm) stabile ortsaufgelöste Fluoreszenzmuster geschrieben 

und ausgelesen werden konnten. 

Zusammenfassend wurde im Zuge dieses Projektes ein Q-Rhodamin-Derivat hergestellt, dessen 

Fluoreszenz durch die Anbringung eines DEACM450-Photocages unterdrückt wurde. Die Synthese des 

gecageten Fluorophors cQRho, sowie dessen photophysikalischen Eigenschaften wurden in diesem 

Kapitel beschrieben. Im Gegensatz zu zahlreichen Beispielen aus der Literatur, bei denen Rhodamine 

beidseitig geschützt wurden, war bei der hier dargestellten Verbindung ein Photocage ausreichend, 

um die gewünschte Fluoreszenzunterdrückung zu erzielen. Bei der Photolyse von cQRho mit einer 

455 nm LED wurde die Bildung des freien Rhodamins ucQRho nachgewiesen. Wie erwartet ging die 

Photolyse mit einem deutlichen Fluoreszenzanstieg bei ~560 nm einher. Anhand des Verlaufs des 

Anstiegs der Fluoreszenzintensität in Abhängigkeit der Belichtungszeit konnte eine Uncaging-

Quantenausbeute von rel = 0.01% bestimmt werden. 

Mit dem Hauptziel der Charakterisierung von Belichtungsapparaturen wurde das gecagete Rhodamin 

unter dem konfokalen Fluoreszenzmikroskop betrachtet. Dafür wurde es zunächst über einen Thiol-

Linker in einem Hydrogel immobilisiert, um die Diffusion der Fluorophore zu vermeiden und somit 

scharfe, ortsaufgelöste Signale zu erhalten. Im gecageten Zustand konnten keine Fluoreszenz nach 

Anregung mit grünem Licht detektiert werden. Durch die Photoaktivierung der Probe konnten jedoch 

helle, definierte Muster in das Hydrogel geschrieben und ausgelesen werden. Die Photoaktivierung 

führte dabei sowohl über die Einphotonen-Anregung mit blauem Licht (488 nm) als auch über den 

Zweiphotonen-Prozess mit NIR-Licht (920 nm) zur Generierung von stabilen, gleichmäßigen 

Fluoreszenzmustern mit hohem Kontrast. Im Falle der Zweiphotonen-Anregung konnte die axiale 

Beschränkung der Photoaktivierung in z-Richtung durch die seitliche Ansicht des aufgenommenen 

Bilderstapels visualisiert werden. Die Möglichkeit Zweiphotonen-Anregungsmuster zu charakterisieren 

ist aufgrund der intrinsischen dreidimensionalen Auflösung des 2PA-Prozesses und der Verwendung 

von energiearmer NIR-Strahlung besonders wünschenswert für Abbildungsverfahren im biologischen 

Kontext. 
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In der vorliegenden Doktorarbeit wurden zwei Projekte behandelt, die sich mit der Einphotonen- und 

Zweiphotonen-Aktivierung von molekularen Systemen, die aus mehreren Chromophoren bestehen, 

beschäftigen. 

Im ersten Projekt wurde eine Energietransferdyade, bestehend aus einem Rhodamin-Fluorophor als 

Zweiphotonen-Donor und einem BODIPY-Photocage als Akzeptor für verbessertes Zweiphotonen-

Uncaging synthetisiert und photophysikalisch und –chemisch charakterisiert. Die Darstellung eines 

Rhodamin 101-Derivats, welches über einen starren Alkin-Linker mit verschiedenen Rotlicht-

absorbierenden BODIPY-Derivaten verknüpft wurde und para-Nitroanilin (PNA) als Abgangsgruppe 

trägt, wurde ausführlich beschrieben. Die Zweiphotonen-Absorption des Rhodamin-Fluorophors, der 

Energietransfer zwischen Donor- und Akzeptor-Molekül, sowie die Photolyse des BODIPY-Photocages 

wurden mithilfe von spektroskopischen Methoden und quantenmechanischen Berechnungen 

untersucht.  

Die spektralen Eigenschaften eines Chromophors werden maßgeblich durch seine elektronische 

Struktur beeinflusst. So können selbst kleine Veränderungen des molekularen Grundgerüsts die 

Dynamiken im angeregten Zustand verändern. Noch komplexer ist die Anwesenheit eines zweiten 

Chromophors in räumlicher Nähe, wodurch inter- oder intramolekulare Wechselwirkungen wie 

Energietransfers oder Quenching-Effekte auftreten können. Umso wichtiger ist es, ein besseres 

Verständnis solcher Wechselwirkungen zu erlangen. In diesem Projekt wurden durch transiente 

UV/vis-Absorptionsmessungen und quanten-dynamische Berechnungen eine detaillierte Einsicht in 

die Prozesse erhalten, die in der vorliegenden Rhodamin-BODIPY-Dyade zwischen der Zweiphotonen-

Absorption und der Photolyse der Abgangsgruppe auftraten. Die enorme strukturelle Variabilität von 

Chromophoren und der damit verbundene unterschiedliche Einfluss auf deren Photochemie sorgt 

dafür, dass sich immer mehr organisch-chemische Labore beim Moleküldesign auf die Vorhersage 

bestimmter spektraler Eigenschaften durch rechnergestützte Methoden verlassen. Erfreulicherweise 

konnte in unseren Experimenten bezüglich des Energietransfers eine hohe Übereinstimmung zwischen 

den Ergebnissen der spektroskopischen und der theoretischen Methoden erzielt werden. 

Weiterhin wurde ein besonderer Fokus auf die Photolyse der Abgangsgruppe gelegt. Die Effizienz der 

Uncaging-Reaktion konnte im Zuge des Projekts gesteigert werden, sodass schließlich ein quantitativer 

Nachweis der Einphotonen-Photolyse, sowie ein qualitativer Nachweis der Zweiphotonen-Photolyse 

realisiert werden konnte. Für die Untersuchung von Zweiphotonen-induzierten Uncaging-Reaktionen 

gibt es in Photochemiekreisen keine standardisierten Methoden, da das kleine Anregungsvolumen der 

2PA und die hohen benötigten Laserleistungen eine apparative Herausforderung darstellen. Viele 

Nachweismethoden basieren auf Fluoreszenz-Essays, da solche sehr sensitiv sind und 
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Belichtungsexperimente unter dem Fluoreszenzmikroskop eine örtliche Aktivierung und Detektion von 

Zweiphotonen-Effekten ermöglichen. Auch in unserem Fall war eine Untersuchung der Zweiphotonen-

Photolyse der Rhodamin-BODIPY-Dyade unter dem Fluoreszenzmikroskop möglich, da die Uncaging-

Reaktion mit einer deutlichen Änderung der Fluoreszenzeigenschaften der Dyade einherging. Für diese 

Anwendung war eine Immobilisierung der untersuchten Moleküle notwendig. Hier war eine nicht-

kovalente Immobilisierung wünschenswert, da somit keine weitere Modifikation der bestehenden 

Dyade vonnöten war. Folglich wurden die zu untersuchenden Moleküle in unilamellare DOPC-

Liposomen eingeschlossen. Liposomen dienen hauptsächlich zum Transport und zur Erhöhung der 

Stabilität von Wirkstoffen,[199–201] genetischem Material[202–204] oder sonstigen Inhaltsstoffen.[205–207] 

Hier wurde stattdessen eine Immobilisationsmethode für organische Moleküle mithilfe von 

Lipidvesikeln für die fluoreszenzspektroskopische Untersuchung einer Zweiphotonen-induzierten 

Uncaging-Reaktion etabliert.  

Im zweiten Projekt wurde ein photoaktivierbarer Fluorophor (PAF) für die Charakterisierung von 

optischen Belichtungsmustern dargestellt. Immobilisierte PAFs eignen sich besonders gut für solche 

Anwendungen, da sie bei Bestrahlung durch das generierte Fluoreszenzsignal ein direktes Feedback 

über die Lichtverteilung und -intensität innerhalb des belichteten Bereichs geben. 

Die Synthese und die photophysikalische und –chemische Charakterisierung eines Cumarin-

geschützten Q-Rhodamin-Fluorophors wurden ausführlich beschrieben. Photoaktivierbare Rhodamine 

sind zwar in der Literatur schon weitgehend bekannt, allerdings zeigt sich dort auch, dass die 

Fluoreszenzaktivierung je nach Derivat und Substituenten abweichen und somit noch viel 

Optimierungsarbeit geleistet werden kann. Da viele der bekannten photoaktivierbaren Rhodamine nur 

mit UV-Licht aktiviert werden können, sei an dieser Stelle hervorzuheben, dass im Zuge unseres 

Projekts ein Rhodamin-Derivat hergestellt wurde, dass durch die Schützung mit einem DEACM450-

Photocage sowohl mit sichtbarem Licht (1P-Anregung) als auch mit NIR-Licht (2P-Anregung) aktiviert 

werden konnte. Weiterhin war das Molekül mit einem Thiol-Linker ausgestattet, wodurch es in einem 

Hydrogel immobilisiert werden konnte. Für die Photolyse des Cumarin-Photocages bei 455 nm wurde 

zwar eine geringe Uncaging-Quantenausbeute bestimmt. Trotzdem konnten unter dem 

Fluoreszenzmikroskop erfolgreich gleichmäßige stabile Fluoreszenzmuster mit hohem Kontrast durch 

die Aktivierung des Fluorophors bei 488 nm (Einphotonen-Anregung) oder 920 nm (Zweiphotonen-

Anregung) in das Hydrogel geschrieben und ausgelesen werden. 
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5.1. Abkürzungsverzeichnis

1PA Einphotonen-Absorption 

2PA Zweiphotonen-Absorption 

A Akzeptor 

A, Abs Absorption 

Abb. Abbildung 

ACN Acetonitril 

AK Arbeitskreis 

Asp Asparaginsäure 

ATP Adenosintriphosphat 

a.u. arbitrary unit, willkürliche Einheit 

BHc 7-Hydroxy-6-bromo-cumarin 

BHQ 8-Bromo-7-hydroxychinolin 

Boc tert-Butyloxycarbonyl 

BODIPY Borondipyrromethen (auch BPY abgekürzt) 

BtOH 1-Hydroxybenzotriazol 

bzw. beziehungsweise 

cAMP zyklisches Adenosinmonophosphat 

ChR2 Channelrhodopsin-2 

cm Zentimeter 

 Temperaturzufuhr 

d optische Auflösung 

D Donor 

u Zweiphotonen-Wirkungsquerschnitt 

DEACM 7-Diethylaminocumarin 

d.h. das heißt 

DIPA Diisopropylamin 

DIPEA Diisopropylethylamin 

DMA Dimethylamin 

DMF N,N-Dimethylformamid 

DMF-DMA            Dimethylformamid-Dimethylacetal 

DMNB Dimethoxy-Nitrobenzol 

DMP Dess-Martin Periodinan 

DMSO Dimethylsulfoxid 

DOPC 1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 

 molarer Absorptionskoeffizient 

E Energie 

EDC 1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)carbo-
diimid 

EET excitation energy transfer, Energietransfer 
im angeregten Zustand 

EGTA Ethylenglycol-bis(aminoethylether)-
N,N,N′,N′-tetraessigsäure 

EM Elektronenmikroskopie 

ESA excited state absorption, Absorption des 
angeregten Zustands 

et al. et alii (lat.), und andere 

Et Ethyl 

eV Elektronenvolt 

exc excitation, Anregung 

 Quantenausbeute 

fl Femtoliter 

Fm Fluorenylmethyl 

Fmoc Fluorenylmethoxycarbonyl 

FP fluoreszierendes Protein 

FRET Förster-Resonanzenergietransfer bzw. 
Fluoreszenzresonanzenergietransfer 

fs Femtosekunde 

g gerade 

GABA gamma aminobutyric acid, -Aminobutter-
säure 

GCaMP genetically encoded calcium indicator 
modified protein, Genetisch kodierter 
Calcium-Indikator modifiziertes Protein 

GFP grün fluoreszierendes Protein 

GM Goeppert-Mayer 

GSB ground state bleach, Grundzustands-
bleichung 

h Planck-Konstante 
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h Stunde 

HATU Hexafluorophosphorsäuretriamidimida-
zolylester 

HOMO highest occupied molecular orbital, 
Höchstes besetztes Molekülorbital 

HPLC high pressure liquid chromatography, 
Hochleistungsflüssigkeitschromatography 

IC  internal conversion, innere Umwandlung 

ICT intramolecular charge transfer, 
Intramolekulare Ladungsübertragung 

i.d.R. in der Regel 

ISC intersystem crossing, Interkombination 

 Wellenlänge 

ac Aktivierungswellenlänge 

em Emissionswellenlänge 

ex Anregungswellenlänge 

LED light-emitting diode, Leuchtdiode 

LG leaving group, Abgangsgruppe 

LUMO lowest unoccupied molecular orbital, 
Niedrigstes unbesetztes Molekülorbital 

µ Übergangsdipolmoment 

µl Mikroliter 

µm Mikrometer 

µM mikromolar 

µW Mikrowatt 

M molar 

mAU milli-absorbance units, Maß für die 
Absorbanz 

MeO Methoxy 

MeOH Methanol 

MESNA 2-Mercaptoethansulfonat-Natrium 

min Minute 

mm Millimeter 

MNI Methoxy-Nitroindol 

MO Molekülorbital 

mW Milliwatt 

MW Mikrowelle 

 Frequenz 

n Brechungsindex 

n Stoffmenge 

NA Numerische Apertur 

NBS N-Bromsuccinimid 

NDBF Nitrodibenzofuran 

NIR Nahinfrarot 

NIS N-Iodsuccinimid 

nm Nanometer 

ns Nanosekunde 

Nu Nukleophil 

OAc Acetoxy 

OD optische Dichte 

oNB ortho-Nitrobenzol 

PAF photoaktivierbarer Fluorophor 

PALM photoactivated localization microscopy, 
photoaktivierte Lokalisationsmikroskopie 

PBS phosphate buffer saline, Phosphatge-
pufferte Salzlösung 

PDT photodynamische Therapie 

PEG Polyethylenglycol 

PET photoinduzierter Elektronentransfer 

PNA para-Nitroanilin 

PPG photolabile protecting group, photolabile 
Schutzgruppe 

ps Pikosekunde 

PSF Punktspreizfunktion 

pTsOH para-Toluolsulfonsäure 

PVA Polyvinylalkohol 

quant. quantitativ(er Umsatz) 

s Sekunde 

S Singulett-Zustand 

2 Zweiphotonen-Einfangsquerschnitt 

SE stimulated emission, stimulierte Emission 

SIM structured illumination microscopy, Mi-
kroskopie mit strukturierter Beleuchtung 
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SMLM single molecule localization microscopy, 
Einzelmolekül-Lokalisationsmikroskopie 

SN1 nukleophile Substitution 1. Ordnung 

STED stimulated emission depletion, 
Auslöschung durch stimulierte Emission 

STORM stochastic optical reconstruction 
microscopy, stochastische optische 
Rekonstruktionsmikroskopie 

 Fluoreszenzlebensdauer 

T Transmission 

T Triplett-Zustand 

TAMRA Tetramethylrhodamin 

TBAF Tetrabutylammoniumfluorid 

TBDMS tert-Butyldimethylsilyl 

tBu tert-Butyl 

TCSPC time-correlated single photon counting, 
Zeitkorrelierte Einzelphotonenzählung 

TEA Triethylamin 

TEAA Triethylammoniumacetat 

TEG Triethylenglycol 

TFA Trifluoressigsäure 

TICT twisted intramolecular charge transfer, 
Verdrehte intramolekulare Ladungs-
übertragung 

TMS Trimethylsilyl 

TPEF two-photon excited fluorescence, 
Zweiphotonen-angeregte Fluoreszenz 

Trp Tryptophan 

TT-ET Triplett-Triplett-Energietransfer 

u ungerade 

UV Ultraviolett 

vgl. vergleiche 

vis sichtbarer Spektralbereich 

z Abstand auf der z-Achse 

z.B. zum Beispiel 
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5.2. Abbildungsverzeichnis 

Abbildung I: Molekulare Dyade bestehend aus einem Rhodamin-Fluorophor als Zweiphotonen-Donor und einem 
BODIPY-Photocage als Akzeptor. Sowohl die Einphotonen- bzw. Zweiphotonen-Anregung des Rhodamins mit 
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