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1 Einleitung

1.1 Einleitung

Stephen Mann definiert Biomineralisation als die selektive Extraktion und Aufnah­

me von Elementen aus der lokalen Umgebung und deren Einbau in funktionale Struk­

turen unter strikter biologischer Kontrolle [1]. Ohne diesen Prozess würden Wirbeltiere 

nicht existieren, denn Knochen sind eines der prominentesten Beispiele für Biominera­

lisation. Aber Biomineralisation wird nicht nur von Wirbeltieren genutzt, sondern ist 

sehr weit verbreitet, sogar Pflanzen wie zum Beispiel Reis weisen Biomineralisations­

phänomene auf. 

Die am häufigsten anzutreffenden Biominerale basieren auf Calciumphosphat, 

Calciumcarbonat, Siliziumdioxid (Silikat) und Eisenoxiden. Während der Wachstums­

phase erfolgt die Kontrolle des Prozesses durch organische Verbindungen, die spezi­

fisch für die entsprechenden Arten und in den Genen kodiert sind. Durch Biominerali­

sation entstehen Kompositmaterialien, die organische Bestandteile mit anorganischen 

Bestandteilen kombinieren. Der Prozess erfolgt dabei unter biologischen Bedingungen,

die im Vergleich zu typischen anorganischen Synthesen mild sind. Diese Materialien 

erfüllen verschiedenste Funktionen von Schutz (Schalen von Muscheln, Kieselalgen) 

über Strukturgebung (Knochen) bis hin zu magnetischen Sinnesorganen 

(magnetotaktische Bakterien).

Die genauen Prozesse, welche zum endgültigen Biomineral führen, sind noch nicht 

hinreichend bekannt und bieten daher ein sehr interessantes Forschungsgebiet. Selbst 

die Biominerale an sich sind längst noch nicht vollständig charakterisiert und haben oft 

interessante Eigenschaften.

Bei Hornkieselschwämmen (Demospongiae) wurde davon ausgegangen, dass die 

Skelette nur aus dem Protein Spongin und sogenannten Spiculen (Nadeln) aus Silikat 

bestehen. Skelette einiger Arten, deren Mineralbestandteile entfernt wurden, hinter­

ließen aber Rückstände (Fasern), die eindeutig keine Proteine waren und sich als Chitin 
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erwiesen. Das gab Anlass zur systematischen Erforschung des Vorkommens von Chitin 

in Schwämmen.

Diatomeen (Kieselalgen) sind einzellige Lebewesen, deren Zellwände aus amorphem 

Silikat bestehen und die überall im Salz­ sowie Süßwasser anzutreffen sind. Die Zell­

wände zeichnen sich durch ihre Strukturierung im Mikro­ bis Nanometermaßstab aus. 

Der Prozess der Zellwandbildung führt zur Einlagerung von organischem Material in die 

fertige Zellwand.

Die Schwingungsspektroskopie kann wertvolle Informationen über die Zusammen­

setzung von Biomineralien liefern. Durch die Verwendung von ortsaufgelösten Verfah­

ren ist es möglich die Verteilungen zu untersuchen und so weitere Aussagen über den 

Aufbau von Biomineralien zu gewinnen.
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1.2 Ziel	der	Arbeit

Im Rahmen der vorliegenden Arbeit sollten vorrangig mit Hilfe von Raman­ und IR­

Spektroskopie sowie deren ortsaufgelöster Verfahren Informationen über die Art und 

Verteilung der organischen Matrix in Biomineralien gewonnen werden.

Bei der Untersuchung von extrahierten Schwammskeletten wurde die Raman­

Spektroskopie als ergänzende Methode zur Charakterisierung, besonders zum Nach­

weis von Chitin, eingesetzt.

Die Erforschung der Wechselwirkungen in biomimetisch synthetisierten Chitin­

Silikat­Kompositen wurde durch Raman­spektroskopische Messungen unterstützt.

Durch den Einsatz von ortsaufgelöster IR­ und Raman­Spektroskopie sollte die Ver­

teilung des organischen Materials in extrahierten Diatomeen­Zellwänden, welche von 

äußerem, nur physikalisch gebundenem organischem Material befreit sind, untersucht 

werden. Diese Untersuchungen wurden an drei verschiedenen Diatomeen­Arten (Ste­

phanopyxis turris (S. turris), Coscinodiscus wailesii (C. wailesii) und Coscinodiscus aste­

romphalus (C. asteromphalus)) durchgeführt, um Gemeinsamkeiten und Unterschiede 

der Spezies festzustellen.

Die ortsaufgelösten Raman­Messverfahren wurden für die entsprechenden Formen 

der extrahierten Diatomeen­Zellwände optimiert, um den höchstmöglichen Informati­

onsgewinn zu erzielen. Unterschiedliche Extraktionsmethoden wurden hinsichtlich 

ihres Einflusses auf die Zusammensetzung der Zellwände untersucht. 

Ortsaufgelöste Messungen an mit Silber­Nanopartikeln beschichteten Diatomeen­

Zellwänden wurden zum Nachweis des SERS­Effektes in Verbindung mit dem organi­

schen Material in den Zellwänden durchgeführt.
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1.3 Stand	der	Forschung

Zwei Klassen von Schwämmen, die Kiesel­ und Hornkieselschwämme, verwenden 

wie die Diatomeen Silikat­Biomineralisation. Die Skelette der Schwämme der Klasse 

Demospongiae (Hornkieselschwämme) wurden lange aus nur dem Protein Spongin 

und Spiculen (Silikatnadeln) bestehend betrachtet. Arbeiten von Ehrlich et al. [2] zeig­

ten aber auf, dass in einigen Arten der Ordnung Verongida α­Chitin­Fasern in den Ske­

letten vorkommen. Bei Chitin handelt es sich um das nach Zellulose häufigste Polysac­

charid. Zum Nachweis wurden die Schwämme mittels 2,5 M Natronlauge deminerali­

siert und von Proteinen befreit. Die zurückbleibenden Fasern wurden unter anderem 

durch Raman­Spektroskopie als α­Chitin identifiziert.

Die Wechselwirkungen zwischen Chitin und Silikat sind noch weitestgehend uner­

forscht. Es ist aber bekannt, dass β­Chitin ein quellfähiges Material ist [3], und sich da­

her gut zur biomimetischen Silifizierung eignen sollte. β­Chitin wurde auch eingelagert 

in das Biosilikat der Diatomee Thalassiosira pseudonana entdeckt [4]. Das erhöht das 

Interesse an den Wechselwirkungen zwischen Silikat und Chitin.

Die Raman­Spektroskopie in Verbindung mit leistungsstarken Mikroskopen ermög­

licht die Untersuchung sehr kleiner Probenmengen (Mikrometer­Maßstab) und ist da­

her gut geeignet Schwammskelettfasern und biomimetisch synthetisierte Proben zu 

untersuchen.

Die einzelligen Diatomeen kommen sowohl in Süß­ als auch Salzwasser fast überall 

auf der Erde vor. Es sind über 100000 Arten bekannt, die aufgrund der Morphologie 

ihrer Schalen (Zellwände) unterschieden werden [5]. In den Ozeanen bilden sie einen 

entscheidenden Anteil am Phytoplankton und sind ein wesentlicher Bestandteil der 

Nahrungskette.

Diatomeen sind seit Erfindung der Mikroskopie aufgrund ihrer fein strukturierten 

Zellwände aus amorphem Silikat ein beliebtes Untersuchungsobjekt. Seit den 1990er 

Jahren rückten die Mechanismen des Zellwandaufbaus und die daran beteiligten Stoffe 

in das Blickfeld der Forschung. Besonders die Arbeitsgruppe um Professor Sumper 

(Universität Regensburg) hat mit der Entdeckung der Silaffine [6], spezieller Polyamine 
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[7] und der Silacidine [8] entscheidende Beiträge zum Wissen über die am Zellwand­

aufbau beteiligten Stoffe geleistet (siehe Kapitel 2.4).

Zur Identifizierung der beteiligten Stoffe werden die im bzw. fest am Biosilikat ge­

bundenen Stoffe untersucht, nachdem äußeres organisches Material mit einem 

Lysepuffer abgetrennt wurde [9]. Auf die gebundenen Stoffe kann prinzipiell auf zwei 

Arten zugegriffen werden: Durch Auflösen des Biosilikates oder durch Untersuchung 

der intakten Zellwände.

Um posttranslationale Modifikationen an Molekülen unverändert zu erhalten, emp­

fiehlt es sich für das Auflösen des Biosilikates nicht Flusssäure sondern eine Ammo­

niumfluoridlösung zu verwenden [10]. Der Rückstand wird anschließend über 

chromatographische Methoden aufgetrennt und die entsprechenden Fraktionen wei­

ter untersucht. Typischerweise wird SDS­PAGE als erster Schritt eingesetzt, bei Protei­

nen gefolgt von Abbau­Verfahren. Zur Charakterisierung werden dann im letzten 

Schritt Massen­ und NMR­Spektrometrie eingesetzt.

Zur Untersuchung der intakten Zellwände bietet sich die Festkörper­NMR­

Spektroskopie an [11].

Sowohl IR­ als auch Raman­Spektroskopie wurden bisher vor allem zur Charakteri­

sierung ganzer, nicht extrahierter Diatomeen eingesetzt. 

IR­Spektroskopie wurde zur Untersuchung von Phytoplankton­Produktivität, Arten­

vielfalt und chemischer Zusammensetzung [12], zur Untersuchung der Interaktion zwi­

schen Silikat und organischen Bestandteilen während des Wachstums [13], stressbe­

dingten Änderungen in der Zusammensetzung [14] und zur Unterscheidung von Arten 

eingesetzt [15].

Raman­Spektroskopie wurde zur Detektion von Domoi­Säure [16] und zur Unter­

scheidung von Arten eingesetzt [17].

Ortsaufgelöste schwingungsspektroskopische Untersuchungen an extrahierten 

Zellwänden oder lebenden Diatomeen wurden erstmalig im Rahmen dieser Arbeit 

durchgeführt. Grundsätzlich kommen sowohl IR­ als auch Raman­Spektroskopie in Fra­

ge. Mit der Entwicklung von Array­Detektoren für IR­Spektrometer wurden ortsaufge­

löste Messungen einfach möglich. Ein derartiger Detektor besteht aus einzelnen Pixeln 
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wie in einem Sensor für eine digitale Kamera und ist an ein IR­Mikroskop gekoppelt. 

Die Messtechnik wird als Imaging bezeichnet und ergibt in einer Aufnahme ein orts­

aufgelöstes Ergebnis aus mehreren Spektren. Ortsaufgelöste Raman­Messungen wer­

den typischerweise als Mapping durchgeführt. Dabei wird der Laser über ein Mikro­

skop oder eine Fasersonde auf die Probe fokussiert und die Probe auf einem motori­

sierten Tisch bewegt. An jedem Messpunkt wird ein einzelnes Spektrum aufgenommen 

und die Messung am Ende zu einer sogenannten Raman­Map zusammengesetzt.

Damit sinnvolle Aussagen über die Verteilung von organischem Material in den ex­

trahierten Zellwänden getroffen werden können, müssen die Zellwände so groß sein,

dass genügend viele Spektren aufgenommen werden können, um einen Verlauf zu 

erkennen. Daher wurden Arten mit einem Durchmesser zwischen 40 und 300 µm ge­

wählt.

Die größte Herausforderung ist die geringe Menge an organischem Material, die in 

das Biosilikat mancher Spezies eingelagert ist [18], verbunden mit der geringen Dicke 

der Zellwände. Daher sind bei ortsaufgelösten Messungen die Signale schwach, was 

hohe Anforderungen an die Optimierung der Messverfahren stellt.

Da einzelne extrahierte Zellwände gemessen werden, ist es außerdem notwendig 

mehrere Zellwände zu messen, um eine statistische Einordnung der Ergebnisse zu er­

halten.
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2 Grundlagen

2.1 Biomineralisation

Biomineralisation, die Abscheidung von anorganischen Stoffen unter biologischer 

Kontrolle, ist ein sehr wichtiger Prozess in der Natur. Durch die Kombination von orga­

nischen und anorganischen Stoffen entstehen neue Kompositmaterialien, welche die 

verschiedensten Funktionen erfüllen können (Tab. 1)

Diese Komposite sind in ihren Eigenschaften rein organischen oder anorganischen 

Substanzen überlegen und vereinen häufig die mechanische Härte des anorganischen 

Materials mit der Flexibilität (Zähigkeit) des organischen.

Formel (Name) Beispiel für Organismen Ort / Funktion

Calciumcarbonat basiert

CaCO3 (Aragonit) Fische Kopf / Gravitationssinn

CaCO3 (Calzit) Weichtiere Schale / Exoskelett

CaCo3 (Vaterit) Schnecken Schale / Exoskelett

Calciumphosphat basiert

Ca10(PO4)6(OH)2 (Hydroxylapatit) Wirbeltiere Knochen / Endoskelett

Silikat basiert

SiO2 · n H2O Diatomeen Zellwand / Exoskelett

Eisenoxid basiert

Fe3O4 (Magnetit) Bakterien Intrazellulär / Magnetotaxis

α­FeOOH (Geothit) Wasserschnecken Zähne / Zerkleinerung

5 Fe2O3 · 9 H2O (Ferrihydrit) Biber/Ratten/Fische Zahnoberfläche / Mechani­

sche Stärke

Tab. 1: Beispiele für in der Biomineralisation verwendete Mineralien (nach [1])

Nach der Art des Aufbaus sind grundsätzlich biologisch induzierte und biologisch 

kontrollierte Biomineralisation zu unterscheiden. Der Fall der biologisch induzierten 

Biomineralisation ist für die Materialforschung weniger interessant, da hierbei durch 

den Organismus lediglich günstige Bedingungen für die Abscheidung des Minerals ge­

schaffen werden. Die Bildung des Minerals hingegen erfolgt ohne weitergehende Kon­
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trolle durch den Organismus, was zu heterogenen Materialien führt die nicht weiter 

strukturiert sind.

Wesentlich imposanter und vom materialwissenschaftlichen Standpunkt interessan­

ter ist die biologisch kontrollierte Biomineralisation. Hierbei wird der gesamte Prozess 

von dem Beginn der Abscheidung über die Formgebung bis zum Ende vom Organismus 

kontrolliert, was zu für jede Spezies einzigartigen Biomineralien führt. Die so produ­

zierten Materialen haben komplexe Strukturen, eine definierte Zusammensetzung und 

sind hierarchisch organisiert. Biologisch kontrollierte Biomineralisation ist unter Einzel­

lern (z. B. Algen) weit verbreitet und kommt bei mehrzelligen Organismen fast selbst­

verständlich vor.

Die Biomineralisation wird hierbei in bestimmten abgegrenzten Bereichen durchge­

führt. Dafür werden Vesikel oder makromolekulare Gerüste (Frameworks) verwendet.

Bei Vesikeln handelt es sich um flüssigkeitsgefüllte Zellkompartimente, die speziell 

für bestimmte Aufgaben, in diesem Fall Biomineralisation, gebildet werden. Vesikel 

werden gegenüber dem restlichen Zellinhalt durch eine Lipid­Doppelschicht abge­

schirmt und sind typisch für intrazelluläre Biomineralisation.

Um größere Strukturen aufzubauen sind makromolekulare Frameworks notwendig. 

Dabei wird ein Bereich für die Biomineralisation durch spezialisierte Zellen abgetrennt 

und eine organische Matrix eingebracht, zum Beispiel aus Chitin. Die Abscheidung des 

Minerals erfolgt dann an der organischen Matrix.

Die Kontrollmechanismen für die Ausbildung des Biominerals können nach Mann [1]

in vier Arten eingeteilt werden: Chemische, räumliche, strukturelle und morphologi­

sche Kontrolle.

Für chemische Kontrolle sind vier Parameter wichtig: Löslichkeit, Übersättigung, 

Keimbildung und Keimwachstum. Sie alle sind durch den Organismus beeinflussbar, 

vom Transport der Ionen bis zur gezielten Beschleunigung oder Hemmung der Bildung 

des Minerals.

Räumliche Kontrolle erfolgt über die Kontrolle des für die Mineralbildung zur Verfü­

gung stehenden Raumes durch organische Moleküle. Dadurch werden Größe und 

Form des entstehenden Biominerals bestimmt. Hierzu werden Vesikel oder organische 
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Netzwerke gebildet. Dabei spielen Strukturen, die sich durch Selbstorganisation der 

Moleküle bilden, eine wichtige Rolle. Unter Selbstorganisation kann im allgemeinen die 

spontane aber kontrollierte Bildung supramolekularer Strukturen aus den Einzelmole­

külen auf der Grundlage von molekularen Erkennungsmechanismen verstanden wer­

den [19].

Strukturelle Kontrolle wird vermutlich über die Oberflächeneigenschaften von orga­

nischen Matrizes ausgeübt und führt zu bevorzugtem Kristallwachstum in bestimmte 

Richtungen. Dabei dient die organische Matrix als Templat für die Biomineralisation.

Morphologische Kontrolle umfasst das Ausbilden von Mustern, die nicht natürlich 

aus den Mineralstrukturen erwachsen. So besteht z. B. die Zellwand von Diatomeen 

aus amorphem Silikat, ist aber je nach Art einzigartig strukturiert. Diese Musterbildung 

wird während der Abscheidung gezielt durch den Organismus unter Einsatz von Biomo­

lekülen gesteuert.

Der Aufbau von großen geordneten Strukturen, wie z. B. den menschlichen Kno­

chen, erfolgt durch Ausnutzung verschiedener der genannten Kontrollmechanismen 

und der Verwendung von kleineren erzeugten Elementen als Bauelement für den 

nächsten Prozess.

Die genauen Mechanismen für diese Modellschritte sind bis jetzt noch immer nicht 

vollständig bekannt und bieten noch viel Anreiz für weitere Forschung.

2.2 Schwämme

Schwämme sind vielzellige Tiere, die in allen Meeren der Erde und auch im Süßwas­

ser vorkommen. Schwämme können sich nicht von selbst fortbewegen und leben an 

Oberflächen angehaftet. Vom Standpunkt des Skelettaufbaus können drei Klassen un­

terschieden werden: Hexactinellidae (Glasschwämme), Calcarea (Kalkschwämme) und

Demospongiae (Hornkieselschwämme). Die Unterscheidung erfolgt nach den minerali­

schen Bestandteilen in den Spiculen (Nadelartige Skelettelemente) der Schwämme: 

amorphes Silikat, Calciumcarbonat (Calzit) und amorphes Silikat gemischt mit Protei­

nen. Die Klasse der Demospongiae enthält außerdem als Unterklasse die reinen Horn­

schwämme, welche keine Biomineralien aufbauen.
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Um zu untersuchen ob bei dem Auf­

bau der Schwammskelette organische 

Matrizes beteiligt sind, ist es notwendig 

die mineralischen Bestandteile zu ent­

fernen. Für die vorgenommenen Unter­

suchungen an Spezies der Klasse 

Demospongiae wurde ein Protokoll von 

Ehrlich [2] angewandt. Durch mehrtägige 

Behandlung mit 20% Essigsäure und 2,5 M 

Natronlauge lässt sich nicht nur Silikat 

entfernen, auch die nicht laugestabilen organischen Komponenten werden entfernt

(siehe 3.1).

Falls eine laugestabile organische Matrix, z. B. aus α­Chitin, vorliegt verbleibt diese 

nach der Laugebehandlung und steht für weitere Untersuchungen zur Verfügung.

Erst nachdem es 2007 Ehrlich [2] gelungen war α­Chitin erstmalig in Schwämmen 

nachzuweisen ergab sich weiterer Forschungsbedarf. Davor war man davon ausgegan­

gen, dass Schwämme kein Chitin in ihren Skeletten selber synthetisieren können.

Die Untersuchung von Schwämmen auf das Vorkommen von Chitin als integraler, 

vom Schwamm synthetisierter Bestandteil der Skelettfasern bietet die Möglichkeit die 

biologische Einordnung zu unterstützen.

2.3 Chitin

Chitin ist ein Polysaccharid. Dieses Biopolymer kommt nach der Zellulose am zweit­

häufigsten in der Natur vor. Das Monomer von Chitin ist N­Acetyl­Glucosamin, die 

Monomere werden über β­1­4­glykosidische Bindungen miteinander verknüpft. Chitin 

ist wasserunlöslich und in schwachen Säuren und Laugen stabil. Intensive Behandlun­

gen mit Lauge führen zur Deacetylierung und Umwandlung in das wasserlösliche Chi­

tosan. Bei einem Deacetylierungsgrad von über 50% wird von Chitosan gesprochen. Es 

Abb. 1: Unterwasseraufnahme von Ianthella 

basta, eine der auf Chitin untersuchten 

Schwammspezies
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sind drei Formen von Chitin bekannt, die sich in der Orientierung der Moleküle zuei­

nander unterscheiden.

Bei α­Chitin sind die Moleküle antiparallel zueinander ausgerichtet, bei β­Chitin pa­

rallel und bei γ­Chitin liegt eine Mischform vor. Im Falle von α­Chitin liegen mehr Was­

serstoffbrücken zwischen den Molekülen vor als in β­Chitin, welche zur Stabilität bei­

tragen. α­Chitin ist kristallin.

β­Chitin ist instabiler als α­Chitin und im Gegensatz zu α­Chitin quellfähig aber eben­

falls kristallin. β­Chitin kann in das stabile α­Chitin umgewandelt werden. Bei γ­Chitin 

ist nicht klar, ob es sich überhaupt um eine eigenständige Modifikation handelt, es 

könnte sich auch um teilweise in α­Chitin umgewandeltes β­Chitin handeln.

α­Chitin kommt zum Beispiel in Krabbenpanzern sowie in Pilzen vor und wurde 

durch Ehrlich et. al. [2] erstmalig in einem Schwamm der Spezies Verongula gigantea

nachgewiesen.

β­Chitin kommt zum Beispiel in den extrazellulären Fasern von Diatomeen sowie in 

Tintenfischen vor. Chitin konnte auch als Strukturelement in Verbindung mit 

Diatomeenzellwänden nachgewiesen werden [4].

2.4 Diatomeen

Die einzelligen Diatomeen umfassen über 100.000 Spezies, die sowohl in Salz­ als 

auch in Süßwasser vorkommen. Sie bilden einen bedeutenden Anteil des Phytoplank­

tons und spielen aufgrund ihrer Photosynthese eine wichtige Rolle im CO2­Haushalt. 

Aufgrund ihrer vielfältig strukturierten aus amorphem Silikat bestehenden Zellwände 

stellen sie ein beliebtes Untersuchungsobjekt der Mikroskopie dar. 

Abb. 2: Lebende Kolonien von S. turris (Links), lebende Einzelzellen von C. wailesii (Mitte) und extra­

hierte Zellwände von C. asteromphalus (Rechts, es standen nur extrahierte Zellwände zur Verfügung)
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Die Unterschiede in der Morphologie der Zellwände sind auch die Grundlage der 

Einteilung der Diatomeen in unterschiedliche Spezies [5]. Die einzigartigen Muster in 

den Zellwänden, sowohl mikro­ als auch nanostrukturiert, werden von Diatomeen von 

Generation zu Generation reproduziert, was die genetische Kontrolle der Strukturie­

rung der Zellwände zeigt. Nach der Symmetrie der Zellwände werden zwei große 

Gruppen unterschieden: Die radialsymmetrischen Centrales und die axialsymmetri­

schen Pennales.

Die silifizierten Zellwände von Diatomeen (Frusteln) bestehen aus zwei Valven, der 

größeren Epivalva und der kleineren Hypovalva, die wie zwei übereinander gelegte 

Petrischalen überlappen (Abb. 3). Aufgrund der festen Silikatzellwände erfolgt das 

Wachstum der Zelle über Ringe aus Biosilikat, den Gürtelbändern, die zwischen den 

Valven neu gebildet werden.

Die Vermehrung erfolgt am häufigsten über Zellteilung, wobei jede Valve die 

Epivalva der neuen Zelle wird. Die Hypovalva wird während der Zellteilung neu gebil­

det. Durch diesen Prozess schrumpfen die Zellen von Generation zu Generation, bis 

eine sexuelle Vermehrung einsetzen muss, die neue, große Zellen erzeugt.

Abb. 3: Typischer Aufbau einer Diatomeenzelle

Das für die Bildung der Valven und Gürtelbänder benötigte Silikat wird aktiv aus 

dem umgebenden Wasser über spezielle Transportproteine als Monokieselsäure auf­

genommen. Diatomeen sind in der Lage, in der Zelle, bis zu einem gewissen Grad, Kie­

selsäure zu speichern [20], wobei die Menge von Spezies zu Spezies schwankt. 
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Die Bildung neuen Biosilikats erfolgt in den SDVs (Silica Deposition Vesicles), wobei 

es noch nicht gelungen ist diese Vesikel zu isolieren. Während der Biosilikatbildung 

werden organische Moleküle mit in die Zellwand eingelagert, die an der Synthese be­

teiligt sind. Diese Moleküle können durch Auflösen des Biosilikates mit Flusssäure (HF) 

oder Ammoniumfluorid (NH4F) zugänglich gemacht werden, wobei die Verwendung 

von Ammoniumfluoridlösungen die schonendere Methode ist [10]. Vor dem Auflösen 

des Biosilikates sind jedoch die nicht fest an das Biosilikat gebundenen Stoffe zu ent­

fernen. Hierzu wird üblicherweise ein Lysepuffer aus Ethylendiamintetraacetat (EDTA)

und Natriumdodecylsulfat (SDS) nach einem Protokoll von Kröger eingesetzt [9].

Durch diese Methode wurden verschiedene an der Biosilikatbildung in Diatomeen 

beteiligte Stoffe entdeckt: Die zwitterionigen Silaffine (posttranslational stark modifi­

zierte Proteine) [6, 21, 22], langkettige Polyamine [7, 23] und die sauren Silacidine [8]. 

Durch Untersuchungen an den isolierten langkettigen Polyaminen konnte ein Modell 

für die Strukturbildung im Silikat formuliert werden, das auf der Phasenseparation 

durch die Polyamine während der Silikatabscheidung beruht [24].

Abb. 4: Mit Lysepuffer extrahierte Zellwände von S. turris (Links), C. wailesii (Mitte) und C. asterom­

phalus (Rechts), Maßstab 100 µm. Die Position der Zellwände ist für ortsaufgelöste Messungen geeig­

net: Die Valven liegen plan auf dem Objektträger mit der Wölbung nach oben.

2.5 Schwingungsspektroskopische	Überlegungen

Sowohl IR­ als auch Raman­Spektroskopie sind für ortsaufgelöste Messungen an 

Diatomeen geeignet. Da extrahierte Diatomeenzellwände nur geringe Anteile an orga­

nischem Material beinhalten (1­15 Masseprozent [18]) sind als Hauptsignale im Spekt­

rum die Signale des amorphen Silikates zu erwarten. Diese sind im IR­Spektrum we­

sentlich deutlicher als im Raman­Spektrum, da Silikat ein sehr guter IR­Absorber ist.
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Banden für amorphe Silikate können in vier Bereichen erwartet werden: 300–

430 cm­1 (Sauerstoff­Streckschwingung im Silikatnetzwerk), 450–600 cm­1 (Deformati­

onsschwingungen, Atmungsschwingungen von drei bis viergliedrige Ringen als Defekte 

in der amorphen Struktur) , 750–830 cm­1 (Silikat­Netzwerkschwingung überlagert mit 

Deformationsschwingung) und 800–1100 cm­1 (Si­O­Si Streckschwingung) [25, 26, 27].

Von organischen Molekülen sind die besten Signale von CHx­Gruppen zu erwarten, 

da viele organische Moleküle CHx­Gruppen aufweisen. Die Banden sind im Bereich der 

CH­Valenzschwingungen um 2900 cm­1 und im Bereich der CH­Deformations­

schwingungen um 1460 cm­1 zu erwarten.

Für ortsaufgelöste Messungen hat IR­Imaging den großen Vorteil, dass sofort die 

gesamte Zellwand erfasst werden kann. Das bedeutet gegenüber Raman­Mapping, bei 

dem die Spektren einzeln hintereinander aufgenommen werden, einen enormen Zeit­

vorteil. In Bezug auf die Ortsauflösung ist hingegen die Raman­Spektroskopie durch 

Verwendung kleinerer Wellenlängen im Vergleich zur IR­Spektroskopie überlegen.

Die extrahierten Fasern der demineralisierten Schwammspiculen lassen sich durch 

beide Arten der Schwingungsspektroskopie untersuchen. Die Raman­spektroskopische 

Messung kann jedoch durch Fluoreszenz behindert werden.

2.6 SERS­Effekt

SERS (Surface Enhanced Raman Scattering) wurde zuerst an rauen metallischen 

Oberflächen beobachtet. Durch Wechselwirkung der Probe mit der Oberfläche traten 

um Größenordnungen verstärkte Raman­Signale auf. Der Verstärkungsfaktor kann bis 

zu 1010 betragen. Üblicherweise wird ab einem Verstärkungsfaktor von 104 von SERS 

gesprochen. Statt angerauten metallischen Oberflächen werden inzwischen häufig 

metallische Nanopartikel verwendet. Für die Nanopartikel werden, wegen ihrer Stabili­

tät, Gold und Silber am häufigsten verwendet.

Zur Erklärung des Verstärkungseffektes gibt es zwei Ansätze: Einen elektromagneti­

schen [28] und einen chemischen [29].

Die elektromagnetische Erklärung geht davon aus, dass das elektrische Feld durch 

die Oberfläche verstärkt wird. Wenn das Licht für die Anregung des Raman­Signals auf 
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die Oberfläche trifft werden lokal Oberflächenplasmonen angeregt, welche sowohl die 

Intensität des einfallenden Lichtes als auch die Intensität des Raman­gestreuten Lich­

tes verstärken.

Die chemische Erklärung trifft nur auf bestimmte Moleküle zu und geht von der Bil­

dung eines Charge­Transfer­Komplexes zwischen chemisorbierten Molekülen an der 

Oberfläche und der Metalloberfläche selbst aus. In diesem Komplex werden Elektro­

nen von der Oberfläche auf das chemisorbierte Molekül übertragen und so Schwin­

gungszustände angeregt.

2.7 Vergleich	von	zwei	Medianen	mittels	Boxplots

Bei biologischen Proben, wie den hier untersuchten Diatomeenzellwänden, folgen 

die Messwerte, z. B. der Gehalt an organischem Material, im Allgemeinen nicht der 

Normalverteilung. Wenn keine Normalverteilung vorliegt, können Konfidenzintervalle 

und die üblichen statistischen Tests der Normalverteilung auf Gleichheit der Werte 

nicht verwendet werden.

Um Aussagen über die Verteilung der Messwerte treffen zu können, werden Me­

dian und Quartile verwendet. Der Median einer Stichprobe berechnet sich wie folgt: 

Man ordnet alle Messwerte der Stichprobe in aufsteigender Reihenfolge an. Der Me­

dian ist bei ungerader Anzahl von Messwerten der Wert, welcher genau in der Mitte 

der geordneten Messwerte steht. Bei gerader Anzahl ist es der Mittelwert der beiden 

in der Mitte stehenden Messwerte.

Als Ausmaß für die Streuung der Werte werden 25% und 75% Quartil angegeben. 

Das 25% Quartil ist der Wert unter dem 25% aller Messwerte liegen und das 75% Quar­

til der Wert über dem 25% aller Messwerte liegen.

Zur Veranschaulichung werden sogenannte Boxplots (Abb. 5) eingesetzt. In einem 

Boxplot wird der Median in der Mitte als Linie markiert, die beiden Quartile bilden die 

oberen Begrenzungen der Box. 
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Die gestrichelten Fortsätze erstrecken sich maximal 

bis zum 1,5­fachen des Interquartilsabstands oder bis 

zum am weitesten außen liegenden Messwert, falls 

dieser eher auftritt. Der Interquartilsabstand ist defi­

niert als der Abstand zwischen dem 25% Quartil und 

dem 75% Quartil, das entspricht in einem Boxplot der 

Länge der Box.

Werte die außerhalb der Fortsätze liegen können 

als Punkte dargestellt und als Ausreißer eingeordnet 

werden.

Als graphischer Test auf die Gleichheit zweier 

Mediane können Boxplots mit Einkerbungen, 

sogenannten Notches [30] verwendet werden. Die 

oberen und unteren Grenzen der Einkerbungen 

werden nach der Formel � ± 1,58 × �	
/√


berechnet. M steht für den Median, IQA für den Interquartilsabstand und n für die 

Anzahl der Beobachtungen.

Die Einkerbungen können als Test auf die Gleichheit der zwei Mediane bei einem 

Signifikanzniveau von ungefähr 95 % verstanden werden. Wenn sich die Einkerbungen 

der zwei Boxplots überlappen, wird die Nullhypothese, dass die zwei Mediane unter­

schiedlich sind, mit einem Signifikanzniveau von ungefähr 95 % zurückgewiesen. 

Die Verwendung dieser Methode wird im weiteren Text als Notch­Kriterium be­

zeichnet.

Abb. 5: Beispiel eines Boxplots
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Abb. 6: Beispiel für den Test auf Gleichheit zweier Mediane durch Notches (Einkerbungen) in Boxplots. 
Überlappenden Einkerbungen (Links) zeigen an, dass die beiden Mediane nicht voneinander unter­
schieden werden können, nicht überlappende Einkerbungen (Rechts) zeigen unterschiedliche Media­
ne.
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3 Experimentelle	Durchführung

3.1 Schwämme

Zur Charakterisierung von Hornkieselschwämmen (Demospongiae) wurden Raman­

Messungen durchgeführt. Untersucht wurden Skelettfasern [2] der Spezies Ianthella 

basta, Aplysina cauliformis und Aplysina cavernicola, die alle zur Ordnung der 

Verongiden gehören. Die Fasern wurden von Dr. Ehrlich zur Verfügung gestellt.

Um die reinen Skelettfasern zu erhalten wurde ein von Dr. Ehrlich etabliertes Ex­

traktionsverfahren angewandt [31], welches im Überblick in Abb. 7 dargestellt ist.

� Schritt 1: Waschen der Proben in 

destilliertem Wasser bei 37°C für 24 h. Ziel: 

Entfernen aller wasserlöslichen Substanzen 

und Lysis der Schwammzellen.

� Schritt 2: Extraktion in 20%iger Essig­

säure unter Rühren bei 37°C für 24 h, da­

nach neutralisieren der Skelettfasern. Ziel: 

Entfernen von Calciumcarbonat sowie säure­

löslichen Proteinen und Pigmenten

� Schritt 3: Extraktion in 2,5 M Natron­

lauge unter Rühren bei 37°C für 24 h, da­

nach neutralisieren der Skelettfasern. Ziel: 

Entfernen von Lipiden und Proteinen sowie 

von verbliebenem Silikat und Pigmenten.

Die Schritte 2 und 3 wurden solange 

wiederholt, bis die Skelettfasern farblos 

waren. Optional wurde eine Behandlung mit 35% Wasserstoffperoxidlösung unter 

Rühren bei Raumtemperatur für 15 min angeschlossen um Pigmente zu entfernen.

Die extrahierten Skelettfasern wurden mit destilliertem Wasser gewaschen und bei 

4°C aufbewahrt.

Abb. 7: Übersicht über das Demineralisierungs­
/Extraktionsverfahren für Schwammskelettfa­
sern am Beispiel von Aplysina cauliformis (nach 
[39]
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Skelettfasern der Spezies Verongula gigantea, die nur Schritt 1 des Extraktionsver­

fahrens (Waschen mit Wasser), unterzogen wurden wurden auf ihre Mineralbestand­

teile untersucht.

3.2 Biomimetische	Silifizierung

Die Silifizierung der Proben wurde von DC Katrin Spinde nach dem folgenden Ver­

fahren durchgeführt.

Aus Diatomeen extrahiertes β­Chitin wurde nach einem patentierten Verfahren 

aufbereitet [32, 33]. Diese Fasern werden unter dem Namen poly­N­Acteyl­Glucosamin 

(poly­NAG) vertrieben. Zur Silifizierung wurden 3 mg PNAG in 5 ml 100 mM 

Natriummetasilikatlösung suspendiert und mit 2,4 M Salzsäure auf pH 5,5 eingestellt. 

Die Proben wurden gerührt bis sich ein Gel formte. Nach 24 h wurde das Gel 

abzentrifugiert (9000 U/min, 15 min) und über Nacht bei 318 K getrocknet [34]. 

Als Blindprobe wurde Silikatpräzipitate nach dem oben beschriebenen Verfahren 

unter Weglassung der poly­NAG Fasern hergestellt.

Die Proben wurden für die Ramanmessungen auf Calciumfluoridträger überführt.

3.3 Diatomeen

Für die Untersuchungen standen drei Diatomeenspezies zur Verfügung: Stephano­

pyxis turris (S. turris), Coscinodiscus asteromphalus (C. asteromphalus) und Coscinodis­

cus wailesii (C. wailesii). Alle sind Salzwasserdiatomeen, gehören zur Klasse 

Coscinodiscophyceae und sind radialsymmetrisch. Die Diatomeen wurden in künstli­

chem Meerwasser (ASW: Artifical Sea Water) nach einer an der Universität Regensburg 

erprobten Zusammensetzung gezüchtet. Diese ASW­Zusammensetzung beruht auf 

einem Vorschlag der North East Pacific Culture Collection [35]. Die Zusammensetzung 

der Stammlösungen ist in Tab. 2 aufgeführt.

Zur Herstellung von einem Liter ASW werden je 100 ml der Basislösungen B1 und 

B2, 2 ml der Zusatzlösung Z1, je 1 ml der Zusatzlösungen Z2 bis Z7, sowie 800 µl der 

Vitaminlösung V1 und je 40 µl der Vitaminlösungen V2 und V3 benötigt.
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Stoff Einwaage in g

Basislösung B1 Auf 1 l mit entionisiertem Wasser auffüllen

NaCl 207,600

Na2SO4 34,770

KCl 5,870

NaHCO3 1,700

KBr 0,845

H3BO3 0,225

NaF 0,027

Basislösung B2 Auf 1 l mit entionisiertem Wasser auffüllen

MgCl2 × 6 H2O 93,950

CaCl2 × 2 H2O 13,160

SrCl2 × 6 H2O 0,214

Zusatzlösung Z1 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Na2SiO3 × 9 H2O 3.000

Zusatzlösung Z2 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

NaNO3 9,334

Zusatzlösung Z3 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Na2­Glycerolphosphat 1,334

Zusatzlösung Z4 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Na2EDTA × 2 H2O (Titriplex III) 0,728

FeCl3 × 6 H2O 0,354

Hinweis: Zuerst EDTA lösen, dann FeCl3. Eventuell erwärmen.

Zusatzlösung Z5 Auf 1 l mit entionisiertem Wasser auffüllen

MnCl2 × 4 H2O 0,4770

ZnCl2 0,0346

CoSO4 × 7 H2O 0,0160

Na2MoO4 × 2 H2O 0,1260

Na2EDTA × 2 H2O (Titriplex III) 1,8900

Hinweis: EDTA vorher lösen, für die fertige Lösung pH einstellen auf 6 mit NaHCO3 (ca. 0,6 g)

Zusatzlösung Z6 Auf 1 l mit entionisiertem Wasser auffüllen

Na2SeO3 × 5 H2O 0,00263

Zusatzlösung Z7 Auf 1 l mit entionisiertem Wasser auffüllen

CuCl2 0,134

Vitaminlösung V1 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Thiamin­Hydrochlorid 0,056

Hinweis: Einwaage entspricht 50 mg Thiamin.

Vitaminlösung V2 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Vitamin B12 0,020

Vitaminlösung V3 Auf 200 ml mit entionisiertem Wasser auffüllen

Biotin 0,010

Tab. 2: Stammlösungen für die Herstellung des ASW, Basis und Zusatzlösungen wurden im Kühl­

schrank aufbewahrt, die Vitaminlösungen im Tiefkühlschrank bei ­18°C
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Nach Zugabe aller Stammlösungen wird das Volumen mit entionisiertem Wasser auf 

1 l aufgefüllt, der pH­Wert mit Salzsäure bzw. Natronlauge auf 8,0 bis 8,2 eingestellt 

und anschließend sterilfiltriert. Danach ist das ASW einsatzbereit.

Nachdem eine genügend hohe Zelldichte erreicht war, je nach Art nach 4–6 Wo­

chen, wurden die Diatomeen mittels Filtration unter Verwendung von Nylonsiebgewe­

be mit 11 µm Maschenweite von dem ASW getrennt. Für die Messungen wurden die 

Zellwände der Diatomeen mittels einer Lysepufferbehandlung extrahiert, die von Krö­

ger et al. [9] vorgeschlagen wurde. Der Lysepuffer besteht aus 0,1 M EDTA und 2% SDS. 

Die abfiltrierten Diatomeen wurden mit dem Lysepuffer versetzt und 5 min bei 95°C 

behandelt. Danach wurden die Diatomeen von dem Überstand abzentrifugiert, mit 

entionisiertem Wasser gewaschen und anschließend noch zweimal extrahiert, zentri­

fugiert und gewaschen. Zurück blieben die weiß bis gelblichen extrahierten Zellwände 

welche getrocknet wurden. Die Herkunft und die Anzahl der untersuchten Ansätze sind 

in Tab. 3 aufgeführt. Die extrahierten Zellwände wurden für die spektroskopischen 

Untersuchungen auf CaF2 Objektträger überführt.

Art Quelle # Ansätze # Messungen

S. turris Prof. M. Sumper 1 15

DC R. Hedrich 6 60

DC P. Richthammer 1 3

C. asteromphalus Prof. M. Sumper 1 29

C. wailesii Prof. M. Sumper 1 3

DC J. Stukert 1 7

M. sc. A. Jantschke 3 18

SERS S. turris M. sc. A. Jantschke 1 5

Tab. 3: Übersicht über Arten, Herkunft Ansätze und Messungen

3.4 Nanopartikel

Von M. sc. A. Jantschke wurden extrahierte Zellwände von S. turris, an die Citrat­

stabilisierte Silber­Nanopartikel kovalent gekoppelt waren [36, 37] zur Verfügung ge­

stellt, um den SERS­Effekt an den Zellwänden zu untersuchen. Als Kopplungsreagenz 

wurde 3­(Aminopropyl)trimethoxysilan (3­APTES) verwendet. 

Nach der Extraktion der S. turris Zellwände mit Lysepuffer wurden 1 mg Zellwände 

15 min unter Schütteln mit Methanol gewaschen. Nach Abzentrifugieren wurden die 
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Zellwände in eine 3­APTES Lösung (3 vol% 3­APTES in 95% Methanol) überführt und 

unter 15 min in der Lösung mit Ultraschall behandelt. Danach wurden die Zellwände 

abzentrifugiert und mit Methanol gewaschen. Die in Methanol suspendierten Zellwän­

de wurden anschließend für eine Stunde in Methanol gekocht.

Nach Trennung der Zellwände von Methanol wurden die Zellwände in einem 2­(N­

morpholino)ethansulfonsäure­Puffer (MES­Puffer) (0,5 ml, 0,1 mM, Sigma) suspen­

diert. Anschließend wurde die wässrige Nanopartikellösung (0,175; 0,375 bzw. 1,143 

ml) und eine 1­Ethyl­3­[3­(dimethylamino)propyl]carbodiimidhydrochlorid (EDC)/N­

Hydroxysuccinimid (NHS)­Lösung (0,5 ml, 0,025 M EDS (Sigma) / 0,025 M NHS (Ald­

rich)) unter intensivem Schütteln zugegeben. Die resultierende Lösung wurde 15 min 

geschüttelt. Danach wurden die Zellwände dreimal mit Reinstwasser gewaschen.

Die mit den Nanopartikeln gekoppelten Zellwände wurden in Wasser aufbewahrt. 

Für die Messungen wurden die Zellwände mittels einer Pipette auf den CaF2­

Objektträger überführt und an der Luft getrocknet.

3.5 Mikroskopie

Mikroskopische Aufnahmen wurden an einem Olympus IX70 Mikroskop sowie ei­

nem Keyence BZ­8000 Mikroskop durchgeführt. Das Keyence BZ­8000 Mikroskop ver­

fügt über die Möglichkeit fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen durchzuführen. 

Für die Detektion der Eigenfluoreszenz von Chitin wurde ein Filter mit einer Anre­

gungswellenlänge von 360 ± 40 nm und einer Emissionswellenlänge von 460 ± 50 nm 

verwendet.

3.6 IR­Messaufbau

Alle IR­Messungen wurden an einem Bruker IFS66/S Spektrometer mit Hyperion
TM

System (Bruker, Deutschland) vorgenommen. Das Spektrometer verfügt sowohl über 

einen Einkanal MCT als auch über einen 64×64 Pixel FPA Detektor, die mit flüssigem 

Stickstoff gekühlt sind. Das System verfügt über einen xy­Tisch und ein 15fach vergrö­

ßerndes Cassegrain­Objektiv (NA (Numerische Apertur) 0,4).

Alle Spektren wurden mit dem FPA­Detektor und der Gerätesoftware OPUS 5.0 auf­

genommen. Der gemessene spektrale Bereich betrug 3900 bis 950 cm
­1

, wobei das 
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untere Ende durch die Undurchlässigkeit der CaF2 Objektträger und die beginnende

Unempfindlichkeit des FPA Detektors begründet ist. Die spektrale Auflösung betrug 

4 cm
­1

.

Der Detektor bietet eine maximale Ortsauflösung von 4,2 µm (Kantenlänge der Pi­

xel). Praktisch ist die Ortsauflösung aber durch die Wellenlänge der IR­Strahlung be­

grenzt, was im gemessenen Spektralbereich – abgeschätzt nach der Abbe‘schen Glei­

chung: d = 0.612 � / NA – 5,1 bis 16,1 µm ergibt. Jedes gemessene Image besteht aus 

4096 Spektren und umfasst eine Fläche von ca. 270×270 µm.

3.7 Raman­Messaufbau Kaiser

Raman­Spektren wurden an einem Hololab Series 5000 Mikroskop (Kaiser Optical 

Systems, USA) aufgenommen, das über Glasfasern an einen Holospec f/1.8 Spektrog­

raph (Kaiser Optical Systems, USA) ausgestattet mit einem CCD Detektor (Roper Scien­

tific, USA) gekoppelt war. Es wurde ein 785 nm Single Mode Laser zur Anregung der 

Spektren verwendet. Das Mikroskop war mit einem xyz­Tisch ausgestattet, der eine 

Abrasterung in 1 µm Schritten in allen drei Dimensionen ermöglichte. Für alle ortsauf­

gelösten Messungen wurde ein 100fach Objektiv (NA 0,9) verwendet. Extrahierte Zell­

wände wurden ortsaufgelöst mit einer Leistung von 70 mW auf der Probe bei einer 

Messzeit von 10 s und einer Akkumulation gemessen. Für die Messung des SERS­

Effektes wurde die Leistung auf 30 mW reduziert und eine Messzeit von 3 s bei 3 Ak­

kumulationen verwendet.

Die Spektren wurden mit einem Spektralbereich von 300 bis 3100 cm
­1

und einer 

mittleren spektralen Auflösung von 4 cm
­1

unter Verwendung der Herstellersoftware 

HoloGRAMS 4.0 aufgenommen.

Alle Diatomeen wurden auf Raman geeigneten CaF2 Objektträgern gemessen.

3.8 Raman­Messungen	Witec	Spektrometer

Einige extrahierte Zellwände wurden im Rahmen einer Kooperation mit PD Dr. 

Krafft in Jena am Institut für Photonische Technologie gemessen. Für diese Messungen 

stand ein Witec Raman­Mikroskop mit einem piezo­kontrollierten motorisierten Tisch 

zur Verfügung. Verwendet wurde ein Laser mit einer Wellenlänge von 488 nm und 
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einer Leistung ca. 10 mW. Der verwendete motorisierte Tisch und die kürzere Wellen­

länge ermöglichen einer bessere Ortsauflösung als das Kaiser Gerät. Es wurde mit einer 

Schrittweite von 0,2 µm gearbeitet, bei einer Messzeit von 2 s pro aufgenommenem

Spektrum.

3.9 Spektrenauswertung

Alle Spektren wurden aus den Formaten, in denen sie aufgenommen wurden, über 

Importfunktionen nach R Version 2.13.1 (© 2011 The R Foundation For Statistical 

Computing) überführt. 

R ist sowohl ein Programm als auch eine Programmiersprache. Es wurde speziell für 

statistische Auswertungen entwickelt und kann durch zahlreiche Pakete erweitert 

werden. R wird als Freeware von The R Foundation For Statistical Computing entwi­

ckelt und zur Verfügung gestellt. 

Für die Spektrenauswertung wurden die noch nicht vorhandenen Funktionen ge­

schrieben sowie ein geeignetes Datenformat entwickelt.

3.10 Einfluss	des	Laserfokus	bei	Raman­Messungen

Abb. 8: Schema für die Aufnahme der Intensitäts­Abstandsprofile in z­Richtung

Um die Abhängigkeit der Intensität des Ramansignals vom Abstand in z­Richtung 

(Höhe) von der extrahierten Diatomeenzellwand zu ermitteln wurde wie folgt verfah­

ren: Von zwei extrahierten Zellwänden für die Arten S. turris und C. asteromphalus

wurden kleine Maps mit 20 xy­Messpunkten aufgenommen. Die Maps wurden in ei­

nem möglichst planen Bereich aufgenommen und an jedem Messpunkt wurde die 
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Höhe von 20 µm über der Ebene (z­Koordinate ­20) bis 20 µm unter der Ebene (z­

Koordinate +20) abgerastert, resultierend in 41 Spektren an jeder xy­Koordinate (Abb. 

8) die jeweils ein z­Intensitätsprofil ergeben.

Für die Auswertung wurde das Integral der Silikatbande bei 800 cm
­1

verwendet, da 

diese Bande immer auftritt. Ein Vergleich mit aufgenommenen Hintergrundspektren 

zeigte, dass der Wert bei dem Maximalabstand von 20 µm dem Hintergrundwert ent­

spricht, daher wurde von jedem z­Profil das Minimum subtrahiert und anschließend 

auf das Maximum normiert. Anschließend wurden die z­Profile auf das Maximum zen­

triert (alle z­Profile Maximum bei z­Koordinate 0), auf die gleiche Länge gekürzt und 

gemittelt.

Abb. 9: Intensitäts­Abstandsprofile (z­Profile) für S. turris (Links) und C. asteromphalus (Rechts)

Die Intensität sinkt für S. turris wesentlich stärker als für C. asteromphalus (Abb. 9), 

nämlich um ca. 25% statt um ca. 8% bei einem Abstand von einem Mikrometer vom

Maximum welches der Zellwand entspricht. Das ist vermutlich auf dünnere Zellwände 

zurückzuführen. Da S. turris wesentlich stärker gekrümmte Zellwände als C. wailesii

und C. asteromphalus hat, ist es für diese Art notwendig, ein an die Krümmung der 

Zellwand angepasstes Messverfahren zu verwenden, um optimale Ergebnisse zu erhal­

ten.
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3.11 Anpassung	der	Raman­Messungen	an	die	Zellwandoberfläche

Die Zellwände von S. turris sind radialsymmetrisch und können annähernd als Rota­

tionsellipsoid beschrieben werden. Um einen derartigen Körper zu beschreiben sind 

grundsätzlich nur zwei Parameter notwendig: Die große und die kleine Halbachse der 

Ellipse. Diese Parameter ließen sich über den kalibrierten xyz­Tisch des Raman­

Mikroskops ermitteln. Dafür mussten die Zellwände an den Gürtelbändern in Hälften 

zerfallen sein und die Hälften möglichst plan auf dem Objektträger mit der Rundung 

nach oben liegen (Abb. 10).

Abb. 10: Seitenansicht (Links) und Aufsicht (Rechts) einer ideal liegenden S. turris Zellwand. Die Pfeile 
kennzeichnen die Halbachsen des Rotationsellipsoiden, die roten Punkte die gemessenen Punkte auf 
der Zellwand.

Für die Ermittlung der Halbachse, die der Höhe entspricht, wurde der höchste Punkt 

in der Mitte der Zellwand verwendet. Auf der Kreisfläche wurden vier Messpunkte 

ermittelt und aus deren Mittelwert die andere Halbachse, die dem Radius der Kreisflä­

che entspricht, berechnet (Abb. 10).

Für die Berechnungen und das Auslesen der Koordinaten des xyz­Tisches über die 

serielle Schnittstelle wurde Matlab 6.5.1 (©1984-2005 The MathWorks Inc.) verwendet 

und die notwendigen Funktionen von Claudia Beleites übernommen (Kommunikation 

mit dem xyz­Tisch) oder geschrieben (Generierung des Messrasters).

Um ein Messraster zu berechnen, ist außer den beiden Halbachsen noch ein Aus­

gangspunkt für das Messraster notwendig. Dafür wurde der Mittelpunkt der Kreisflä­

che gewählt. Die x­ und y­Koordinaten wurden als Mittelwert der vier Punkte auf der 
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Kreisfläche und dem Höhenpunkt berechnet, die z­Koordinate aus dem Mittelwert z­

Koordinaten der vier Punkte auf der Kreisfläche.

Ausgehend von dem so berechneten Mittelpunkt und den beiden Halbachsen wur­

de ein Messraster mit einem Abstand von einem Mikrometer in x­ und y­Richtung ge­

neriert, während in der z­Koordinate eine Nachkommastelle mitgeführt wurde.

Da HoloGRAMS nur über die Möglichkeit rechteckige Raster zu messen verfügte,

wurde für alle ortsaufgelösten Messungen das Messraster wie oben beschrieben gene­

riert. Der xyz­Tisch wurde über Matlab gesteuert und die Aufnahme der Spektren, nach 

Einstellung der Messparameter in HoloGRAMS, ebenfalls über Matlab unter Verwen­

dung der DDE (Dynamic Data Exchange) Schnittstelle von HoloGRAMS ausgelöst.

Für alle Messungen wurden Zellwände ausgewählt die hinreichend plan auf den Ob­

jektträgern lagen.
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4 Auswertung

4.1 Schwingungsspektroskopie	 von	 Biomineralien	 und	 biomimeti­

schen	Kompositen

4.1.1 Schwammskelette

Durch den systematischen Nachweis von α­Chitin in den Skelettfasern verschiede­

ner Schwammspezies wird die Zuordnung der Spezies unterstützt. Auch das Verständ­

nis der Beziehungen zwischen den Spezies kann erweitert werden.

Für die Untersuchung der Skelettfasern ist es notwendig andere organische und an­

organische Komponenten zu entfernen. Dafür wurde das vorgestellte von Ehrlich [31]

etablierte Verfahren verwendet (siehe 3.1). Abb. 11 zeigt den Vorgang der Extraktion 

der Skelettfasern im Überblick: Links die gefriergetrocknete Probe, in der Mitte die 

Skelettfasern mit Pigmentresten nach Behandlung mit Essigsäure (20%) und Natron­

lauge (2,5 M) und rechts die von allen Pigmentresten befreiten farblosen Skelettfasern 

nach Reinigung mit Wasserstoffperoxid (35%)

Abb. 11: Extraktion der Skelettfasern am Beispiel von Ianthella basta: Links: gefriergetrocknete Probe, 

Mitte: Extrahierte Skelettfasern nach Behandlung mit Essigsäure (20%) und Natronlauge (2,5 M), 

Rechts: Farblose Skelettfasern nach Reinigung mit Wasserstoffperoxid (35%)

Zur Untersuchung der extrahierten Schwammskelette wurden zuerst α­ und β­

Chitin als Referenz gemessen. Es standen aus Krabbenpanzern gewonnenes α­Chitin 

der Firma FLUKA und aus dem Wurm Riftia pachyptila extrahiertes β­Chitin von Dr. H. 

Ehrlich zur Verfügung. Die größten Unterschiede zwischen α­ und β­Chitin sind im Wel­

lenzahlbereich von 800 bis 1500 cm­1 zu finden (Abb. 12 Links). Die Amid I (≈1650 cm­1) 
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und CHx­Valenzschwingungsbande (2850–2960 cm­1) unterscheiden sich nur in den

Intensitäten und tragen daher weniger zur Identifizierung bei.

Abb. 12: Links: Ramanspektren der Chitinreferenzen; Rechts: Basislinienkorrigierte Ramanspektren

der demineralisierten Schwammskelette im Vergleich mit den Referenzen

Daher wurde für den Vergleich zwischen den demineralisierten Schwammskeletten 

und den Chitinreferenzen der Wellenzahlbereich auf 800–1500 cm­1 eingeschränkt. Um 

die Intensitätsunterschiede und unterschiedliche Basislinien auszugleichen, wurde zu­

erst eine lineare Basislinienkorrektur zwischen 800 und 1500 cm­1 durchgeführt, ge­

folgt von einer Minimum­Maximum­Normierung.

In Abb. 12 (Rechts) ist die sehr gute Übereinstimmung der Spektren der Schwamm­

skelette mit der α­Chitinreferenz zu erkennen. In der Bandentabelle (Tab. 4) wird der 

Unterschied zu β­ und die Übereinstimmung mit α­Chitin noch einmal verdeutlicht. Die 

Zuordnung zu den Schwingungen wurde auf der Grundlage vorhandener Veröffentli­

chungen [38, 3] vorgenommen.

Generell ist zu bemerken, dass β­Chitin schmalere Banden als α­Chitin aufweist und 

auch die Intensitäten verschieden sind. Zusätzlich zeigt β­Chitin Banden, die in α­Chitin 

und den Schwammskeletten nicht oder nur als „Schulter“ auftreten. Beispiele sind die 

Banden bei 921, 1002 und 1244 cm­1. Auch die Bande bei 1049 cm­1 im Bereich der C­

O­C­Valenzschwingung ist signifikant gegenüber der Bande in α­Chitin (1068 cm­1) ver­
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schoben. Diese typischen β­Chitin­Merkmale sind bei keinem der Schwammskelette zu 

beobachten. Abweichungen von der Referenz bleiben im Rahmen der spektralen Auf­

lösung von 4 cm­1.

β­Chitin α­Chitin Aplysina 

aerophoba

Aplysina 

cauliformis

I. basta Zuordnung

Wellenzahl / cm
­1

890 895 899 899 895
CHx Deformation 

(o. o. p.)
922

952 952 953 953 950

1002

C–O–C / C–O Valenz

1049 1058 1063 1061 1057

1104 1108 1111 1111 1108

1134

1150 1147 1150 1151 1146

1203 1203 1205 1207 1202

Amid III

1244

1266 1264 1267 1268 1264

1311

1331 1326 1327 1328 1326

1359

1379 1375 1376 1376 1375

CHx Deformation1419 1413 1413 1416 1411

1446 1448 1445 1456 1449

Tab. 4: Bandentabelle zu Abb. 12 (Rechts): Vergleich der demineralisierten Schwammskelette mit den 

Chitinreferenzen

Das Ergebnis der Raman­Spektroskopie, dass es 

sich bei dem Material der Schwammskelette um α­

Chitin handelt, wurde auch durch weitere Metho­

den [39, 31] bestätigt.

Der Nachweis von Chitin in Schwammspezies 

leistet einen Beitrag zur Einordnung der Schwämme 

in Familien. In Abb. 13 sind die vier Familien der 

Ordnung Verongidae im Überblick dargestellt. Nach 

dem jetzigen Stand der Forschung sind in zwei Fami­

lien Chitin vorhanden und in zwei nicht.

Abb. 13: Familien der Ordnung 

Verongidae und die Anzahl der Spe­

zies bei denen Chitin nachgewiesen 

werden konnte
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Das Vorhandensein von Chitin könnte sich hier als biochemisches Kriterium für die 

Zugehörigkeit einer Spezies zu einer Familie anbieten.

An Fasern der Spezies Verongula 

gigantea wurde mittels Raman­

Mikroskopie untersucht ob noch an­

dere mineralische Bestandteile außer 

Silikat nachgewiesen werden können. 

Erste Hinweise auf eine weitere, säu­

relösliche Komponente in den Fasern 

gaben REM­Aufnahmen nach Behand­

lung der Fasern mit 3M Salzsäure

[40]. Wie in Abb. 14 zu sehen verblieb ungelöstes Silikat und der innere Chitinstrang. In 

dem Silikat waren Poren zu erkennen, die vorher nicht vorhanden waren. 

Bei 4 Messungen an verschieden nicht demineralisierten Fasern konnte ein sehr 

starkes Signal bei 1083 cm­1 beobachtet werden. Ein Signal in diesem Bereich ist ty­

pisch für Calciumcarbonat [41]. Es sind drei Modifikationen von Calciumcarbonat be­

kannt: Aragonit, Calcit und Vaterit. Vaterit konnte sofort ausgeschlossen werden, da es 

keine einzelne Bande in diesem Bereich sondern drei Banden bei ca. 1075, 1085 und 

1090 cm­1 aufweist [41, 42].

Um den Nachweis zu führen, dass Aragonit vorliegt, wurden Referenzen, die vom 

Institut für Mineralogie in Münster zur Verfügung gestellt wurden, gemessen.

Das Ramanspektrum der Verongula gigantea Fasern zeigt außer der sehr starken 

Bande bei 1084 cm­1 noch eine zweite intensive Bande bei 702 cm­1 (Abb. 15 Links), die 

bei Calcit nach 711 cm­1 verschoben ist. Wie die Vergrößerung der Spektren rechts in 

Abb. 15 zeigt existiert noch eine Reihe schwacher Banden. Diese stimmen mit den 

Bandenpositionen in Aragonit überein (Tab. 5) und identifizieren den mineralischen 

Bestandteil eindeutig als Aragonit.

Abb. 14: REM­Aufnahmen von Fasern von Verongula 

gigantea vor (Links) und nach 3 wöchiger Behandlung 

mit 3M HCl bei 37°C (Rechts). Im rechten Bild ist das 

im Inneren befindliche Chitin umgeben von einer löch­

rigen Schicht aus Silikat zu sehen.
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Abb. 15: Mittelwert­Ramanspektren Verongula gigantea Fasern, Aragonit­ und Calcit­Referenz

Deformation

(in plane)

Deformation

(out of plane)

Valenz

symmetrisch

Valenz

antisymmetrisch

Carbonation­

Schwingung

702 852 1084 1461 Verongula 

gigantea

704 852 1084 1461 Aragonit

711 1085 1435 Calcit

Tab. 5: Bandentabelle für Verongula gigantea Fasern, Aragonit­ und Calcit­Referenz, Zuordnung nach 

[41]

Bei allen aufgeführten Schwingungen handelt es sich um Carbonation­

Schwingungen. Durch das Kristallgitter der Minerale wird auch die Symmetrie des 

Carbonations beeinflusst. Sie sinkt von D3h auf D3 in Calcit und weiter auf Cs in Aragonit 

[43]. Dadurch ist das Auftreten der eigentlich Raman­verbotenen out­of­plane Defor­

mationsschwingung in Aragonit zu erklären.

Die Ergebnisse der Raman­Messungen wurden durch weitere Messungen abgesi­

chert. Die Entdeckung der Einlagerung von Aragonit in das Silikat von Verongula gigan­

tea veranlasste uns das in Abb. 16 dargestellte Modell vorzuschlagen [40].

Nach diesem Modell erfolgt die Kristallisation von Aragonit in Anwesenheit von 

polymerisiertem Silikat in Umgebung der Chitinstränge. Das α­Chitin dient dabei als 
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Templat für die Abscheidung der anorgani­

schen Phasen. Weitere Inhaltsstoffe des 

Schwammes werden vermutlich eine regu­

lierende Wirkung haben.

Das Ergebnis ist ein bis dahin unbekann­

tes, neuartiges Bio­Kompositmaterial, das im 

wesentlichen aus den drei Komponenten α­

Chitin, Aragonit und Silikat besteht.
Abb. 16: Modellvorschlag von Ehrlich et al für 

die Verongula gigantea Fasern
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4.1.2 Biomimetische	Silifizierung

Chitin in Verbindung mit Silikat kommt nicht nur wie gezeigt in verschiedenen 

Schwammspezies vorn, es bildet auch ein Netzwerk im Biosilikat der Diatomee 

Thalassiosira pseudonana [4].

Um die Wechselwirkungen zwischen 

der organischen Matrix (Chitin) und der 

anorganischen Silikatphase zu untersu­

chen wurden in vitro poly­NAG­Fasern 

(aufbereitetes β­Chitin) silifiziert. Die 

möglichen Wechselwirkungen reichen von 

einer reinen Abscheidung von Silikat auf 

den Fasern, über die Ausbildung von Wasserstoffbrückenbindungen, bis zu kovalenten 

Bindungen an die Sauerstoffe der SiO4­Tetraeder. 

Die Proben wurden von DC Katrin Spinde hergestellt. Die poly­NAG­Fasern wurden 

in einer Natrium­Metasilikatlösung (pH 5,5) suspendiert. pH­Wert und Natrium­

Metasilikat wurden gewählt um die biologischen Bedingungen möglichst gut zu repro­

duzieren [44]. Über 24h bildete sich ein Gel um die poly­NAG­Fasern. Es wurde 

abzentrifugiert und über Nacht bei 318 K getrocknet. Für die Messungen wurden die 

erhaltenen Gele in Stücke zerteilt.

Um die Verteilung der Fasern in dem Silikat zu charakterisieren wurden mikroskopi­

sche (Belichtung: 1/100 s) und fluroreszenzmikroskopische (Belichtung: 1 s) Bilder am 

Keyence BZ­8000 Mikroskop bei 10facher Vergrößerung aufgenommen. 

In Abb. 18 (Rechts) ist gut zu erkennen, 

dass sich die typische blaue Fluoreszenz der 

poly­NAG­Fasern über die gesamte Probe 

erstreckt. Das zeigt, dass die Probe homo­

gen aus poly­NAG­Fasern und Silikat besteht 

und dass die Fasern in das Silikat eingela­

gert sind.

Abb. 17: Fragestellung der hier gezeigten Mes­

sungen zur biomimetischen Silifizierung

Abb. 18: Mikroskopische (Rechts) und fluores­

zenzmikroskopische Aufnahme des poly­NAG­

Silikat­Komposits, Maßstab: 100 µm
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Um nur die reinen Probenspektren zu erhalten wurden die Spektren hintergrund­

korrigiert. In Abb. 19 (Links) sind die so erhaltenen Spektren für die reine Silikat­

Blindprobe, die silifizierten poly­NAG­Fasern und die reine poly­NAG­Faser Referenz 

dargestellt. 

Auch nach Trocknung ist im Silikat­Spektrum eine breite Bande bei 1646 cm­1 vor­

handen. Diese Bande kann OH­Deformationsschwingungen zugeordnet werden und 

weist auf im Gel eingelagertes Wasser und Si­OH­Schwingungen hin. Die hohe Intensi­

tät deutet darauf hin, dass es sich nicht nur um Si­OH­Schwingungen handelt.

Das Spektrum des silifizierten poly­NAG zeigt bei 792 und 981 cm­1 neue Banden,

die Silikat zuzuordnen sind. Das zeigt, dass Silikat an den poly­NAG Fasern abgeschie­

den wurde. Alle Banden sind im Vergleich mit der poly­NAG Referenz verbreitert. 

Abb. 19: Links: Hintergrundkorrigierte Ramanspektren der Blindprobe (reines Silikatpräzipitat), der 

silifizierten poly­NAG Fasern und des reinen poly­NAG; Rechts: Differenzspektrum silifiziertes poly­

NAG/Silikat im Vergleich mit reinem poly­NAG

Die Banden bei 1245, 1311 und 1361 cm­1 in der Referenz gehen nach der 

Silifizierung durch die Verbreiterung der Banden in die Banden bei 1268, 1328 und 

1377 cm­1 über. Um den Einfluss des Silikates zu korrigieren wurde das Differenzspekt­

rum aus silifiziertem poly­NAG und der Blindprobe gebildet (Abb. 19, Rechts). Im Diffe­

renzspektrum ist die Ähnlichkeit zur poly­NAG Referenz deutlich zu erkennen. Die Ver­
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breiterung der Banden ist auch im Differenzspektrum zu erkennen. Das lässt darauf 

schließen, dass die Bandenverbreiterung auf die Silifizierung zurückzuführen ist und 

nicht nur ein Summenspektrum ohne Wechselwirkungen zwischen Silikat und poly­

NAG vorliegt. 

Es sind keine signifikante Verschiebungen der Bandenlagen zwischen Differenz­

spektrum und Referenz zu beobachten. Das zeigt, dass keine Umwandlung in α­Chitin 

vorliegt und die Wechselwirkung zwischen poly­NAG und Chitin nur schwache Wech­

selwirkungen sein können.

Silikat
silifiziertes poly­

NAG
poly­NAG

Differenz

silifiziertes poly­

NAG/Silikat

Zuordnung

792 797 Silikat

901 892 898
CHx Deformation

(o. o. p.)
924 (schwach) 924 923 (schwach)

956 957 955

981 977 Silikat

1044 1047 1044
C–O–C / C–O 

Valenz

1055 Silikat

1108 1105 1108 C–O–C / C–O 

Valenz1149 1149 1149

1206 1201 1206

Amid III

1245

1268 1268 1267

1311

1328 1330 1328

1361

1377 1379 1376
CHx Deformation

1416 1420 1416

1622 1621 1622 Amid I

1646 (breit)
Deformation OH 

H2O/Si­OH

1656 1651 1660 Amid I

Tab. 6: Bandentabelle und Zuordnung für die in Abb. 19 gezeigten Spektren

Es ist bekannt, dass β­Chitin quellfähig ist [3]. Bei poly­NAG handelt es sich um ex­

trahiertes β­Chitin. Die Bandenlage sowie das Aussehen stimmen gut mit der β­Chitin 

Referenz überein. Daher kann davon ausgegangen werden, dass sich poly­NAG wie β­

Chitin verhält.
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Das Einlagern von Silikat in die poly­NAG Fasern erklärt neben der Verbreiterung der 

Banden auch die Veränderungen im Bereich der Amid I Bande. Saito et. al. [45] stellten 

fest, dass durch das Quellen der Fasern eine höherer Intensität der Bande 1622 cm­1

auftritt. Die Veränderung der Amid I Bande lässt sich nicht durch die OH­

Deformationsschwingung erklären, da diese Bande breit ist und ihr Maximum bei 

1646 cm­1 hat. 

Die an diesen Proben durchgeführten 13C­CP­NMR­

Messungen [34] zeigen, dass die stärksten Verände­

rungen am C6 Atom (Abb. 20) in der Seitenkette auf­

treten. Die an diesem Kohlenstoffatom gebundene

Hydroxylgruppe ist zur Bildung von Wasserstoffbrü­

cken fähig und Veränderungen können daher auf Än­

derungen in den Wasserstoffbrücken zurückgeführt 

werden. Die Veränderungen an der Carbonylfunktion 

der Amidgruppe waren nicht signifikant. 

Aus den Raman­Spektren lässt sich zunächst nur auf eine Einlagerung von Silikat in 

die poly­NAG Fasern schließen, während die Festkörper­NMR außerdem zeigt, dass 

Veränderungen in den Wasserstoffbrücken auftreten.

Abb. 20: Monomer von poly­NAG 

(β­Chitin)
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4.2 Ortsaufgelöste IR­Messungen

Um die Möglichkeiten der IR­Spektroskopie zur Untersuchung der Verteilung des 

organischen Materials in extrahierten Diatomeen­Zellwänden festzustellen, wurden 

Transmissions­Messungen an Zellwänden aller 3 Spezies vorgenommen Es wurden 

Zellwände aus den Ansätzen von Prof. Sumper verwendet. Transmission wurde ge­

wählt um das gesamte Zellwand­Material zu erfassen.

Auf den Mikroskopbildern zu den Messungen ist gut die Symmetrie der Zellwände 

von S. turris und C. asteromphalus zu erkennen. Die Zellwände von C. wailesii neigen 

leicht zum Zerbrechen, daher wurde ein möglichst zusammenhängendes Bruchstück 

gewählt (Abb. 21).

Abb. 21: Mikroskopbilder des IR­Mikroskops (15x Vergrößerung): Rechts S. turris, Mitte C­ asterom­

phalus, Links C. wailesii

Zur Veranschaulichung von ortsaufgelösten Messungen werden Falschfarb­

Darstellungen verwendet. Die Farbskala von blau bis rot zeigt die Intensität an den 

Ortskoordinaten an. In Abb. 22 ist das Integral (1000­1250 cm­1) der stärksten Bande 

im Spektrum dargestellt. Diese Bande wird Si­O­Valenzschwingungen zugeordnet [46].

Abb. 22: Ortsaufgelöste Darstellung des Integrals von 1000­1250 cm
­1

für die drei Arten (Rechts S. 

turris, Mitte C. asteromphalus, Links C. wailesii), die Farbskala von blau nach rot gibt die Intensität an, 

Pixelbreite: 4,2 µm
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Die schwachen Intensitäten (blau) am Rand der Zellwände sind auf eine Mittelung 

zwischen Pixeln mit Zellwand und der Umgebung zurückzuführen. Der Anstieg der In­

tensitäten im Inneren kann nach dem Lambert­Beerschen Gesetz (Extinktion = ε·c·d) 

von folgenden Faktoren abhängen: spezifischer Extinktionskoeffizient (ε), Konzentrati­

on (c) und Schichtdicke (d).

Der spezifische Extinktionskoeffizient ändert sich mit der Zusammensetzung des 

Materials. Eine Änderung in der Zusammensetzung des Materials verursacht auch eine 

Änderung im Spektrum. Die Unterschiede der Spektren sind jedoch insgesamt zu ge­

ring um die höheren Intensitäten zu erklären. Eine signifikante Änderung von ε er­

scheint wenig wahrscheinlich.

Die Diatomeen­Zellwände sind strukturiert. Durch Veränderungen in der Porosität 

und der Bereiche unterschiedlicher Dichte in der Zellwand kann sich die Konzentration 

an Silikat erhöhen. Derartige Veränderungen sind durch IR­Spektroskopie nicht eindeu­

tig nachweisbar.

Die höheren Intensitäten im Inneren der Zellwände sind vermutlich hauptsächlich

auf Änderungen der Dicke der Schalen zurückzuführen.

Abb. 23: Mittelwertspektren der Imaging Messungen, Links: Bereich der CH­Valenzschwingungsbande

vergrößert

Die Mittelwertspektren (Abb. 23) aller Spezies zeigen die stärksten Signale im Be­

reich 1000–1250 cm­1. Die Unterschiede zeigen in erster Linie unterschiedliche 

Schichtdicken. Das Mittelwertspektrum von C. asteromphalus hat eine deutlich andere 

Form in diesem Bereich als S. turris und C. wailesii. Statt der einzelnen Bande bei ca. 
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1080 cm­1 ist eine breite Doppelbande mit Maxima bei 1053 und 1090 cm­1 zu erken­

nen.

Die genauen Bandenlagen der Si­O­Valenzschwingungen 1000–1250 cm­1 hängen 

von vielen Faktoren ab, unter anderem vom Polymerisationsgrad, der lokalen Symmet­

rie und dem Einbau von anderen Elementen in der Umgebung.

Als Zuordnung für die Schulter in Richtung 1200 cm­1 wurde bereits früher die Aus­

bildung einer Si=O­Doppelbindung verursacht durch Strukturdefekte in dichter gepack­

ten Bereichen vorgeschlagen [47, 46]. An Filmen wurde festgestellt, dass bei vorhan­

dener Fehlordnung neue Banden bei ca. 1250 und 1170 cm­1 auftreten [48]. Da es sich 

bei den Diatomeen­Zellwänden um amorphe Materialien biologischen Ursprungs han­

delt, kann von einem nicht unbeträchtlichen Grad an Fehlordnung ausgegangen wer­

den. Auch das Auftreten von Bereichen mit Strukturdefekten ist wahrscheinlich.

In amorphen Phasen mit tetraedrisch­koordiniertem Silizium wird im Bereich 1080­

1100 cm­1 immer eine breite Bande beobachtet [49, 48, 46]. Sie tritt bei allen Spezies 

auf. Durch unterschiedliche Umgebungen der Tetraeder [49] sowie die breite Vertei­

lung der Si­O­Si Winkel zwischen den SiO4­Tetraedern [50] wird diese Bande verbrei­

tert.

Interessant ist die bei C. asteromphalus auftretende Bande bei 1053 cm­1. In der Li­

teratur findet man Banden in diesem niedrigen Wellenzahlbereich bei teilweise poly­

merisierten Silikaten bei 1056 cm­1 [51]. Bei Natrium­Silikat­Glas, das im wässrigen 

Medium synthetisiert wurde, trat eine Bande bei ca. 1030 cm­1 auf [52]. In beiden Fäl­

len handelt es sich um Materialien mit Einlagerung von Fremdatomen in die 

Silikatstruktur. 

Die Beobachtung von zwei Banden bei C. asteromphalus lässt vermuten, dass in der 

Zellwand Bereiche mit unterschiedlich hohem Fremdatom­Anteil existieren. Diese Be­

reiche sind so klein, dass sie mit IR­Imaging nicht örtlich aufgelöst werden können.
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S. turris C. asteromphalus C. wailesii Zuordnung

1053 Si­O­Valenz

1080 1078 Si­O­Valenz

1090 Si­O­Valenz

1628 1633 1628 OH­Deformation (Si­

OH, H2O)

2962 2931 2962 CHx­Valenz

3355 3407 3382 OH­Valenz (H2O)

3644 3637 3646 Si­OH­Valenz

Tab. 7: Bandenzuordnung der IR­Mittelwertspektren

Die restlichen erkennbaren Banden sind OH­Deformationsschwingungen (adsorbier­

tes Wasser, Si­OH­Gruppen), CH­Valenzschwingungen, OH­Valenzschwingungen (ad­

sorbiertes Wasser) und Si­OH­Valenzschwingungen zuzuordnen (Tab. 7).

Aufgrund der zu geringen Intensitäten der CH­Valenzschwingungsbanden in C. aste­

romphalus und C. wailesii (Abb. 23) wurde eine Auswertung der CH­

Valenzschwingungsbande nur für S. turris vorgenommen. Das Image des Integrals der 

CH­Valenzschwingungsbande zeigt höhere Intensitäten in den Randbereichen der 

Zellwand. Um unterschiedliche Schichtdicken zu kompensieren, wurde das Verhältnis 

Integral CH­Valenz­ zu Integral Silikat­Bande gebildet.

Auch dieses Image zeigt dieselbe Tendenz wie das Image der CH­

Valenzschwingungsbande (Abb. 24).

Abb. 24: S. turris Images: Links Silikatbande, Mitte CH­Valenzschwingungsbande, Rechts Verhältnis 

Silikat zu CH­Valenz

Unpolare Gruppen wie die CHx­Gruppen liefern intensivere Signale im Raman­

Spektrum als im IR­Spektrum. Neben intensiveren CHx­Signalen ist Raman­Mapping 

auch im Hinblick auf die Ortsauflösung der IR­Spektroskopie überlegen, weil erheblich 

kürzere Wellenlängen verwendet werden. Für die verwendeten Geräte ergeben sich 
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nach der Abbe­Gleichung d=0,612·λ/NA (d: Ortsauflösung, λ: Wellenlänge, NA: Nume­

rische Apertur) die folgenden Werte für die beugungsbegrenzte Ortsauflösung:

IR: λ: 10 – 3,3 µm (1000­3000cm­1) ; NA: 0,4 ; d = 15,3 – 5,1 µm

Raman: λ: 785 nm ; NA: 0,9 ; d = 0,5 µm

Aufgrund der intensiven Silikatsignale ist die IR­Spektroskopie sehr gut geeignet um 

Unterschiede in der Silikatzusammensetzung ortsaufgelöst zu untersuchen, allerdings

eingeschränkt durch die Ortsauflösung der Technik. Da im Rahmen der vorliegenden 

Arbeit vor allem die Verteilung des organischen Materials untersucht werden sollte,

wurde das IR­Imaging nicht weiter verfolgt.
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4.3 Ortsaufgelöste Raman­Messungen

4.3.1 Überblick

Die Raman­Spektroskopie weist eine hohe erreichbare Ortsauflösung und eine hö­

here Empfindlichkeit für unpolare Gruppen auf. Daher wurden örtlich aufgelöste Ra­

man­Messungen durchgeführt, um die Verteilung des organischen Materials der extra­

hierten Diatomeen­Zellwände zu untersuchen.

In Abb. 25 sind die Mittelwertspektren aller ortsaufgelöst gemessenen Zellwände 

der Ansätze von Prof. Sumper dargestellt. Die Spektren werden durch die breite Bande 

im Bereich 1100–2000 cm­1 dominiert. Diese Bande ist dem Hintergrund (gestrichelt) 

zuzuordnen. Die Banden, welche dem Biosilikat und dem organischen Material der 

Zellwände zuzuordnen sind, werden in grau markiert. Die schmalen Banden bei 1553 

und 2327 cm­1 sind auf Sauerstoff bzw. Stickstoff in der Luft zurückzuführen.

Abb. 25: Links: Mittelwertspektren der 3 Arten (S. turris 15, C. asteromphalus 29, C. wailesii 3 Mes­

sungen) und Hintergrund (gestrichelt), Rechts: Mittelwertspektren nach Hintergrundkorrektur

Nach der Hintergrundkorrektur treten diese Banden noch deutlicher hervor (Abb. 

25, Rechts). Die Banden im Bereich 400–1100 cm­1 sind dem Silikat zuzuordnen. Die 

Bande im Bereich 2820–3010 cm­1 rührt von CHx­Valenzschwingungen her und gehört 

damit zu dem im Silikat eingelagerten organischen Material. Andere Signale, die sich 

organischen Substanzen eindeutig zuordnen lassen, sind nicht nachweisbar.

Im Vergleich zu den IR­Spektren ist die CHx­Valenzschwingungsbande deutlich stär­

ker und bei allen Arten zu erkennen. Damit ist gezeigt, dass die Raman­Spektroskopie 
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zur Untersuchung der Verteilung organischen Materials in Biosilikat von Diatomeen 

prinzipiell geeignet ist.

Bei dem verwendeten Gerät der Firma Kaiser betrug der Fokusdurchmesser des La­

sers auf der Probe ca. 1,5 µm.

Die Zellwände von Diatomeen haben eine Dicke in der Größenordnung von ca. 

100 nm. Die Spezies S. turris weiset z. B. eine Zellwanddicke von ca. 50 nm auf [53]. 

Damit kann davon ausgegangen werden, dass mit einem Laserfokus von 1,5 µm die 

gesamte Zellwand vertikal erfasst wurde. Der Trend, dass die Intensität der intensivs­

ten Silikatbande von C. asteromphalus über S. turris zu C. wailesii abnimmt, lässt sich 

daher auf die unterschiedliche Dicke der Zellwände zurückführen. Dieser Trend wurde 

auch in den IR­Spektren beobachtet (Abb. 23).

Die Intensitätsunterschiede zwischen den verschiedenen Silikatbanden weisen hin­

gegen auf unterschiedlich ausgeprägte Silikatnetzwerke der Proben hin, wobei sich die 

Bandenlagen (Tab. 8) nicht signifikant zwischen den Spezies unterscheiden.

Die Bande bei ca. 482 cm­1 kann Defektstrukturen im Silikat zugeordnet werden [54, 

55, 56]. Dabei wird die Bildung 4­gliedriger Ringe angenommen.

Die Bande um 800 cm­1 wird in der Literatur Beiträgen mehrerer Schwingungen zu­

geordnet. Zum einen wird als Ursache die Bewegung von Silizium in den SiO4­

Tetraedern vorgeschlagen [26, 57]. Als Ursache werden auch eine Si­O­Si­

Deformationsschwingung [58, 59] oder Schwingungen im Silikatnetzwerk [60] in Erwä­

gung gezogen.

Die Bande um 975 cm­1 ist symmetrischen Si­O­Valenzschwingungen in Silikat­

Tetraedern mit zwei nicht an ein anderes Siliziumatom gebundenen Sauerstoffatomen 

zuzuordnen [26]. Im Bereich zwischen 1050–1100 cm­1 werden Signale von symmetri­

schen Si­O­ Valenzschwingungen in Tetraedern mit einem nicht an Silizium gebunde­

nen Sauerstoff erwartet [26, 59]. Intensive Banden um 1050 cm­1 wurden bei der Un­

tersuchung der Auflösung von Natrium­Silikat­Gläsern festgestellt und dabei Valenz­

schwingungen von SiO4­Tetraedern mit 2–3 nicht verbundenen Sauerstoffatomen zu­

geordnet [59]. Die geringe Breite der Bande und ihre hohe Intensität lassen auch die 

Vermutung zu, dass es sich um eine weitere anorganische Phase handeln könnte.
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Das Spektrum von S. turris weist zwei starke Banden bei 975 und 1049 cm­1 auf. 

Wenn man der Deutung von Halasz et al [59] folgt, weist die Tatsache, dass die Bande 

bei 1049 cm­1 am intensitätsstärksten ist darauf hin, dass sehr viele nicht verbrückte 

Sauerstoffatome im Silikat vorliegen. Die Intensität der Bande bei 975 cm­1 wider­

spricht dieser Interpretation nicht. Eine sinnvolle Erklärung wäre die Annahme, dass 

die Bande bei 1049 cm­1 unverbrückten SiO4­Tetraedern an der Oberfläche zuzuordnen 

ist. Die Tetraeder sind dabei wahrscheinlich an Wasser gebunden.

Die Bande bei 975 cm­1 ist aufgrund der Kompositnatur des Biosilikats intensiv aus­

geprägt. Durch die Einlagerung von Fremdatomen und organischem Material während 

der Synthese entsteht ein Silikat mit nicht mehr vollständig vernetzten SiO4­Tetraedern 

im Inneren.

Die Unterschiede der Spektren von C. asteromphalus und S. turris lassen sich auf 

mehrere Faktoren zurückführen. Durch die höhere Dicke der Zellwände ist davon aus­

zugehen, dass proportional weniger SiO4­Tetraeder an der Oberfläche vorliegen. Die 

IR­Spektren lassen auch auf Bereiche mit höherer Dichte bzw. geringerer Porosität

schließen. Dies würde ebenfalls zu einer stärkeren 975 cm­1 Bande beitragen.

Das Spektrum von C. wailesii weist sehr schwache, tendenziell breitere Banden als 

die anderen Spezies auf. Die stärksten Banden liegen bei 484 und 974 cm­1, was als ein 

Netzwerk mit vielen zweifach nicht Silizium­verbrückten SiO4­Tetraedern gedeutet 

werden kann.

S. turris C. asteromphalus C. wailesii Zuordnung

481 482 484 Defektbande 

797 793 806 Si in Tetraedern

Silikat­Netzwerk

Si­O­Si­Deformation

975 975 974 Si­O­Valenz 

(2 freie O)

1049 1049 1050 (Schulter) Si­O­Valenz

(1 freies O)

Si­O­Valenz

(2­3 freie O)

Tab. 8: Zuordnung der Silikatbanden (Quellen imText)

Um das Biosilikat mit anderen Silikaten zu vergleichen sind in Abb. 26 auf der linken 

Seite das S. turris Spektrum im Silikatbereich im Vergleich mit Quarzglas und Opal dar­
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gestellt. In allen drei Spektren sind Banden im Bereich von 480 und 800 cm­1 zu erken­

nen. Im Quarzglas fehlt die Bande bei 975 cm­1 und die Bande bei 1050 cm­1 ist sehr 

schwach und breit, während bei Opal beide Banden schwach und breit vorhanden sind. 

Die Unterschiede lassen sich durch die hochporöse Struktur des Biosilikats mit einer 

entsprechend größeren Oberfläche erklären. Bei den hier gezeigten Spektren von 

Quarzglas und Opal (Mineralproben) handelt es sich hingegen um Spektren von Bulk­

Materialien.

Abb. 26: Links: Vergleich Biosilikat­Raman­Spektrum (S. turris) mit amorphen Materialen, Rechts: 

Gegenüberstellung von Raman­Spektren von kristallinen Mineralien der RUFF­Datenbank [61], alle 

Spektren Minimum­Maximum­Normiert

Kristalline Siliziumdioxid­Modifikationen zeigen im Vergleich mit den amorphen Sili­

katen schmalere Banden (Abb. 26, Rechts). 

Besonders α­Quartz und α­Cristobalit sind durch ihre intensiven Banden bei 446 

bzw. 416 cm­1 gekennzeichnet. Falls im Biosilikat der untersuchten Diatomeen kristalli­

ne Bereiche vorhanden wären, müssten diese stärksten Banden im Spektrum zu er­

kennen sein. Im Bereich von 400­500 cm­1 treten jedoch keine auffälligen Banden auf. 

Beide Modifikationen sowie Tridymit (intensivste Bande 402 cm­1) wären mit Raman­

Spektroskopie im Biosilikat nachweisbar.

Coesit und Stishovit zeigen ihre intensivsten Banden bei 520 cm­1 bzw. 753 cm­1. In 

den Spektren des Biosilikats waren ebenfalls keine signifikanten Veränderungen zu 

erkennen.
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Im Rahmen der Empfindlichkeit der Raman­Spektroskopie kann deshalb festgestellt

werden, dass im untersuchten Biosilikat keine kristallinen Bereiche vorhanden sind.

Durch die Zucht der Diatomeen in einem kontrollierten Nährmedium sind Verunrei­

nigungen während der Zucht sehr unwahrscheinlich. Die Extraktion der Zellwände mit­

tels Lysepuffer gefolgt von mehreren Waschvorgängen entfernt physikalisch gebunde­

nes Material. Dabei stellt der Lysepuffer mit den Bestandteilen EDTA und SDS selber 

eine mögliche Quelle für Verunreinigungen dar.

In Abb. 27 sind die Spektren der reinen Komponenten des Lysepuffers im Vergleich 

mit dem Mittelwertspektrum einer verunreinigten C. wailesii Zellwand (10808 Spek­

tren in der Raman­Map) und einem C. wailesii Referenzspektrum dargestellt. Durch 

erneutes Waschen mit Reinstwasser konnte die Verunreinigung von den Zellwänden 

entfernt werden.

Abb. 27: Raman­Spektren der Bestandteile des Lysepuffers (EDTA und SDS) im Vergleich mit einer 

verunreinigten Zellwand von C. wailesii und dem C. wailesii Referenzspektrum aus Abb. 25



48

Dass eine Verunreinigung vorliegen muss, wurde an der im Vergleich mit der Refe­

renz sehr intensiven CHx­Valenzschwingungsbande im Bereich 2820–3010 Wellenzah­

len festgestellt. Die typischerweise breite unstrukturierte Bande weist drei eindeutige 

Banden bei 2849, 2883 und 2961 Wellenzahlen auf, die sich EDTA (grün) und SDS (rot) 

zuordnen lassen.

Die intensitätsschwächeren Banden sind stark von der breiten Bande des Hinter­

grundes (1200–1800 Wellenzahlen) und den Signalen des Biosilikats (unter 500 Wel­

lenzahlen) überlagert. Die weiteren den Lysepufferbestandteilen zuzuordnenden Ban­

den sind in Abb. 27 entsprechend markiert.

Eine Verunreinigung durch den Lsysepuffer kann also an der CHx­

Valenzschwingungsbande erkannt werden. Bei keinem weiteren Ansatz waren Banden 

bei 2489, 2883 und 2961 Wellenzahlen zu beobachten.



49

4.3.2 Datenvorbereitung und	Auswertung	der	örtlichen	Verteilung

Als erster Schritt der Datenvorbereitung wurden alle Spektren entfernt, die nicht 

innerhalb der 3,5­fachen Standardabweichung vom Mittelwertspektrum lagen. Dieser 

Schritt dient dazu Spektren zu erkennen, die als sogenannte „Ausreißer“ zu bewerten

sind. Diese Spektren sind in den folgenden Abbildungen weiß dargestellt.

Zur Auswertung der Silikatverteilung wurde das basislinienkorrigierte Integral (760–

840 cm­1) der Bande um 800 cm­1 gewählt, da diese zuverlässig in allen Spektren die 

mit dem Kaiser­Raman­Spektrometer aufgenommen wurden auftrat.

In Abb. 28 (Links) ist an einer S. turris­Zellwand die so erhaltene Silikatverteilung 

dargestellt. Die Raman­Messung umfasste 6073 Spektren. 

Die „Fortsätze“ von S. turris führen zu den hohen Intensitäten in der ringförmigen 

Struktur in der Mitte der Silikatverteilung. An diesen Stellen ist mehr Material 

vorhanden. Der starke Abfall der Intensität zum Rand hin ist wahrscheinlich auf die 

Form der Zellwände zurückzuführen. Da S. turris­Zellwände die Form eines Rotations­

ellipsoids haben, tritt der Laserstrahl am Rand fast parallel zur Zellwand auf. In diesem 

Bereich ist daher von höherer Streuung und Reflexion auszugehen, was zu 

schwächeren Signalen führt.

Abb. 28: Raman­Maps von S. turris: Links: Silikatverteilung (Integral Bande bei 800 cm
­1

), Mitte: Ver­

teilung des organischen Materials (Integral Bande bei 2910 cm
­1

), Rechts: Verhältnis von organischem 

Material zu Silikat, Pixel 1×1 µm

Für die Bestimmung der Verteilung des organischen Materials wurde das 

basislinienkorrigierte Integral der CHx­Valenzschwingungsbande um 2910 cm­1

berechnet. Die Basislinie wurde – wie bei der Silikatbande – an den Endpunkten des 

Integrationsbereiches durchgeführt. Das Integral wurde für die Bande um 2910 cm­1

von 2820–3010 cm­1 berechnet.
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Auch in der Verteilung des organischen Materials (Abb. 28, Mitte) ist die 

ringförmige Struktur im Inneren zu erkennen. Im Gegensatz zur Silikatverteilung sind in 

den Randbereichen auch hohe Intensitäten zu erkennen, während in der Mitte 

niedrige Intensitäten zu finden sind. Wie schon an der Silikatverteilung diskutiert 

treten im Randbereich (äußerste 2 Pixel) nur sehr schwache Intensitäten auf. Die sehr 

niedrigen Intensitäten links unten sind auf die nicht vollkommene Symmetrie der 

Zellwand zurückzuführen, d. h. diese Pixel lagen vermutlich außerhalb der Zellwand.

Um Unterschiede in der Schichtdicke und durch die Messbedingungen an der 

Krümmung der Zellwand auszugleichen, wurde das Verhältnis des Integrals der Bande 

bei 2910 cm­1 zu dem Integral der Bande bei 800 cm­1 gebildet. Damit wird eine 

Verteilung des Anteils des organischen Materials im Biosilikat erhalten, wie sie in Abb. 

28 (Rechts) dargestellt ist. In den Randbereichen ist eine deutliche Tendenz zu einem 

höheren Anteil an organischem Material zu erkennen.

Um die Reproduzierbarkeit der Messergebnisse und die Möglichkeiten des 

Messaufbaus zu zeigen, wurden zwei Wiederholungsmessungen an derselben 

Zellwand durchgeführt (Schrittweite 1 µm und 0,5 µm). Die geometrischen Parameter 

der Zellwände wurden bei jeder Messung erneut gemessen und neue Messraster 

berechnet. Daher umfasst die Wiederholungsmessung mit derselben Schrittweite von 

1 µm 5785 Spektren. Die Messung mit der Schrittweite von 0,5 µm umfasst 22469 

Spektren.

Abb. 29: Verhältnis des Integrals 2910/800 cm
­1

bei Wiederholungsmessungen an derselben Zellwand, 

Pixel Links und Mitte:1×1 µm, Pixel Rechts: 0,5×0,5 µm

In den Intensitätsverteilungen sind kleine Unterschiede zu sehen. Alle Messungen 

zeigen aber dieselbe Tendenz zu höheren Anteilen von organischem Material am Rand 

der Zellwand. In der Messung mit Schrittweite 0,5 µm sind mehr Details der Zellwand­
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struktur aufgelöst, dies wird jedoch nur mit einem sehr hohen Zeitaufwand erreicht. 

Daher wurden alle weiteren Messungen mit einer Schrittweite von 1 µm durchgeführt.

Die Minimum­Maximum­Mittelwertspektren aller 3 Messungen Abb. 30 (Links) sind 

identisch. Für die Untersuchung der Verteilung der Integrale von 2910 und 800 cm­1­

Bande sowie des Verhältnisses 2910/800 cm­1 werden Boxplots verwendet (Abb. 30

Rechts). Für die Darstellung wurden zusätzlich zu den Werten, die über den Unter­

schied vom Mittelwertspektrum als Ausreißer erkannt wurden, auch alle Werte, deren 

Integral von CHx­Valenzschwingungsbande (2820–3010 cm­1) oder Silikatbande (760–

840 cm­1) aufgrund zu geringer Bandenintensität oder wegen zu hohem Rauschen 

kleiner als Null war, als Ausreißer entfernt.

Die absoluten Verteilungen der Integrale der 2910 und 800 cm­1 Banden sind statis­

tisch signifikant unterschiedlich. Dies wird durch sich nicht überlappende Einkerbungen 

in den Boxplots gezeigt. Das ist vermutlich auf Änderungen in der Messumgebung zu­

rückzuführen.

Abb. 30: Links Minimum­Maximum­normierte Mittelwertspektren der 3 Wiederholungsmessungen, 

Rechts Verteilung der Werte für die Integrale der 2910 und 800 cm
­1

Bande und des Verhältnisses

2910/800 cm
­1

Bei den Verteilungen des Verhältnisses der Bandenintensitäten bei 2910 zu 800 cm­1

ist jedoch kein signifikanter Unterschied festzustellen. Durch die Verhältnisbildung 

werden Unterschiede der absoluten Intensitäten ausgeglichen. Um verschiedene Zell­

wände und Arten miteinander vergleichen zu können, ist das Bandenverhältnis daher 

als die relevante und zuverlässigste Größe anzusehen.
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Die Darstellung der Verteilung des Bandenverhältnisses zeigt die Unterschiede der 

Verteilung anschaulich. Die absoluten Konzentrationen sind aus diesen Abbildungen 

jedoch nicht bestimmbar.

Die Messungen in Abb. 29 zeigen einen radial nach außen steigenden Anteil des or­

ganischen Materials. Um diese These einfach auswertbar zu prüfen, werden radiale 

Verteilungen berechnet. Zuerst wurde der Radius der gemessenen Zellwand ermittelt. 

Dann wurde im Abstand der Schrittweite der Messung eine Abfolge von Abständen 

vom Mittelpunkt festgelegt. Bei einem Radius von 10 und einer Schrittweite 1 würde 

eine Folge 0, 1, 2, 3, … 10 entstehen. Alle Werte, die (gerundet) denselben Abstand 

vom Mittelpunkt besitzen, werden für die radialen Verteilungen gemittelt.

Für die radialen Verteilungen wurden alle Werte entfernt, die über das Mittelwert­

spektrum oder Integrale bei 2910 oder 800 cm­1 kleiner Null als Ausreißer erkannt 

wurden.

Nahe der Mitte der Zellwand tragen nur sehr wenige 

Spektren bei. Deswegen können starke, nicht aussagekräf­

tige Schwankungen auftreten. Aus diesem Grund werden 

die beiden Werte mit dem geringsten Abstand (0 und 1) 

nicht betrachtet. 

Ähnliche Schwankungen können im Bereich nahe dem 

Radius auftreten, zum Beispiel durch leichte Asymmetrie 

der Zellwand. Deswegen wurden auch die beiden Werte 

mit dem höchsten Abstand von der Mitte der Zellwand 

entfernt. Der Beispiel­Graph in Abb. 31 beginnt daher nicht bei Abstand Null und endet 

vor Erreichen des maximalen Abstands.

Abb. 31: Beispiel einer radia­

len Verteilung des Banden­

verhältnis 2910/800 cm
­1

(Or­

ganik/Silikat)
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4.3.3 S. turris: Verteilung	des	organischen	Materials	

Die Verteilung organischen Materials wurde zuerst an Proben, welche Herr Prof.

Sumper (Regensburg) zur Verfügung stellte, untersucht. Der gesamte Datensatz 

umfasst 15 Zellwände, die durch Einsatz von Lysepuffer (siehe Diatomeen 3.3) von 

physikalisch gebundenem organischen Material befreit wurden. Damit verblieb nur die 

aus Biosilikat bestehende Zellwand mit fest an das Silikat gebundenem oder 

eingelagertem organischen Material.

In Abb. 32 sind drei Zellwände gezeigt, die im Randbereich erhöhte Gehalte an 

organischem Material aufweisen. In dieser Abbildung sind, wie in 4.3.2 bezüglich der 

radialen Verteilungen diskutiert, die Pixel am äußeren Rand enfernt worden. 

Außerdem sind alle „Ausreißer“ (Mittelwertkriterium, Integral kleiner Null) entfernt 

und als weiße Pixel dargestellt.

Die Abweichungen von der Symmetrie am oberen Rand in Abb. 32 Mitte und Rechts 

beeinträchtigen nicht die Tendenz zum höheren Gehalt im Randbereich, die in allen 

Raman­Maps erkennbar ist.

Abb. 32: Verteilung des organischen Materials (Bandenverhältnis 2910/800 cm
­1

) an drei Raman­

Maps, weiße Pixel: als Ausreißer entfernte Werte

In der mittleren Raman­Map lassen sich Bereiche mit deutlich höherer Konzentrati­

on an organischem Material links oben und rechts erkennen. Zur Überprüfung, ob in 

diesen Bereichen eine geänderte Zusammensetzung für die hohen Konzentrationen 

verantwortlich ist wurden zwei Referenz­Bereiche gewählt: Ein Bereich am unteren 

Rand und ein Bereich in der Mitte. Die Bereiche und die dazugehörigen Mittelwert­

spektren sind in Abb. 33 dargestellt.
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In keinem der Spektren treten neue Banden auf, die auf eine signifikante Änderung 

der Zusammensetzung hinweisen würden. Alle Spektren sind ähnlich, unterscheiden 

sich aber hinsichtlich der Bandenintensitäten.

Der auffälligste Unterschied besteht, wie aus der Map des Bandenverhältnisses 

(Abb. 32) zu erwarten ist, in der Intensität der Bande bei 2910 cm­1. Auch die Intensi­

tätsabnahme von Bereich 1 zu Bereich 4 folgt dem nach Abb. 32 zu erwartenden Ver­

lauf. Dies belegt, dass die gekennzeichneten Bereiche tatsächlich unterschiedliche 

Mengen an organischem Material aufweisen.

Abb. 33: Raman­Map von S. turris mit den gewählten Bereichen in dunkelblau und den dazugehörigen 

Mittelwertspektren, ausgefilterte Spektren als weiße Pixel

Im Wellenzahlbereich der Silikatbanden von 450 bis 1200 cm­1 fallen zwei Unter­

schiede auf: Die höhere Intensität der Bande bei 480 cm­1 im Bereich 3 und die gerin­

gere Intensität der Bande bei 1050 cm­1 im Bereich 4 (Mitte) im Vergleich mit den Be­

reichen 1–3 (Rand).

Wie in Kapitel 4.3.1 diskutiert, ist die Bande um 480 cm­1 Defektstrukturen im 

Silikatnetzwerk durch Bildung von Ringen zuzuordnen, während die Bande bei 1050 

cm­1 SiO4­Tetraedern mit unverbrückten Sauerstoffatomen zuzuordnen ist.

Da die Bande bei 480 cm­1 nur im Bereich 3 deutlich erkennbare Unterschiede ge­

genüber anderen Bereichen zeigt, kann von einer lokalen Veränderung im Silikat aus­

gegangen werden.
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Die höhere Intensität der Bande bei 1050 cm­1 im Randbereich der Zellwand lässt 

sich hingegen als Ausbildung eines stärker durch die Einlagerung von organischem Ma­

terial gestörten Silikatnetzwerkes interpretieren.

Obwohl sich die Struktur des Silikatnetzwerkes in den Bereichen leicht unterschei­

det, sind keine Unterschiede in der Zusammensetzung zu erkennen, nur der Gehalt an 

organischem Material ist verschieden. Daher ist es sinnvoll, als nächstes die radialen 

Verteilungen für alle Zellwände aus Abb. 32 zu betrachten, dargestellt in Abb. 34. 

Alle Verteilungen zeigen einen ähnlichen Verlauf. In der Mitte der Zellwand, d. h. 

um Abstand 0, liegt eine etwas höhere Konzentration vor. Das Minimum befindet sich 

im Bereich zwischen 10 und 20 µm, gefolgt von einem Anstieg der Konzentration zum 

Rand hin.

Abb. 34: Radiale Verteilungen der Konzentration des organischen Materials (Bandenverhältnis 

2910/800 cm
­1

) zu den drei Beispielen aus Abb. 32

Um den Einfluss aller Messungen zu verarbeiten und statistisch zu bewerten wur­

den die radialen Verteilungen aller Messungen ausgewertet. Da die Zellwandradien 

nicht gleich sind (41 µm: 2×; 42µm: 2×; 43µm: 6×; 44µm: 5×) ergibt sich auch eine un­

terschiedliche Anzahl von Datenpunkten von (41 bis 44). Damit alle Verteilungen ge­

meinsam ausgewertet werden können, müssen alle die gleiche Anzahl von Datenpunk­

ten aufweisen. Da die Verteilung des organischen Materials zwischen Mitte und Rand 

von Interesse ist wurde lineare Interpolation angewandt um für alle Verteilungen die 

gleiche Anzahl von Datenpunkten zu erreichen, in diesem Fall 44.

Auch die absoluten Gehalte an organischem Material zwischen den Zellwänden 

schwanken, wie schon in Abb. 34 zu sehen ist. Die maximalen Bandenverhältnisse be­

tragen 32,6, 28,6 und 16,0. Deswegen wurden alle Verteilungen Maximum­normiert, 
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d. h. durch den höchsten Wert der entsprechenden Verteilung geteilt. Damit bleibt die

Verteilung des Gehaltes an organischem Material erhalten, aber jede einzelne Vertei­

lung geht mit dem gleichen „Gewicht“ ein. Das Prinzip ist in Abb. 35 an zwei Verteilun­

gen demonstriert.

Abb. 35: Prinzip der Berechnung der Gesamtverteilung gezeigt an zwei Verteilungen, Veränderungen 

an den Achsen in rot markiert

Die so entstehende radiale Gesamtverteilung über alle gemessen Zellwände zeigt 

Abb. 36 (Links). Die schwarze Linie verbindet die Mediane der Werte an den unter­

schiedlichen Abständen vom Mittelpunkt. Die Boxplots zeigen die Verteilung der Werte 

an den einzelnen Abständen über die Zellwände. Wie in 4.3.2 beschrieben wurden die 

beiden Werte am Mittelpunkt (Abstand 0–1 µm) und am Rand (Abstand 43–44 µm) 

entfernt.

Der Verlauf der Mediane der Gesamtverteilung ist weniger stark ausgeprägt als der 

Verlauf in den radialen Verteilungen in Abb. 34, vor allem der Anstieg zum Rand hin ist 

weniger stark. Trotzdem ist derselbe schon diskutierte Verlauf mit drei Bereichen zu 

erkennen: In der Mitte ein etwas höherer Gehalt an organischem Material (Blau), ge­

folgt von einem Sinken bis auf den niedrigsten Gehalt (Grün), endend in einem Anstieg 

des Gehaltes zum Rand (Rot) hin.
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Abb. 36: Links: Gewichtete radiale Verteilung aller 15 Zellwände, die schwarze Linie verbindet die 
Mediane, die Boxplots zeigen die Verteilung der Werte, die Farben zeigen die zum Vergleich ausge­
wählten Bereiche. Rechts: Vergleich der drei Bereiche Mitte (Blau: 2–7 µm) Band um die Mitte (Grün: 
11–16 µm) und Rand (Rot, 37–42 µm)

Die Werte in den so farblich markierten Bereichen wurden zu einem jeweils 6 µm 

breiten Band zusammengefasst und als Boxplot, der jeweils alle Werte in dem betref­

fenden Band umfasst, in Abb. 36 (Rechts) dargestellt. Hier zeigt sich wieder der disku­

tierte Verlauf der Mediane von 0,50 (Bereich 1) über 0,44 (Bereich 2) zu dem höchsten 

Gehalt 0,60 in Bereich 3 am Rand.

Wegen des Überlappens der Notches im Boxplot des Mittelbereichs (1) mit den 

Notches der beiden anderen Boxplots (2; 3) muss festgestellt werden, dass sich der 

Gehalt an organischem Material in diesem Bereich nicht signifikant von dem in den 

anderen Bereichen unterscheidet. Dennoch ist die Überlappung zwischen diesem Be­

reich und dem Randbereich (3) geringer als mit dem Bereich 2, was größere Unter­

schiede zeigt.

Statistisch signifikant ist hingegen der Unterschied zwischen Bereich 2 und 3, was an 

den nicht überlappenden Notches erkennbar ist.
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Zusammenfassend kann gesagt werden, dass in S. turris die höchsten Gehalte an or­

ganischem Material am Rand der Zellwand vorliegen, gefolgt von einer Zone in der 

Mitte. Diese Beobachtung könnte sich aus strukturellen Überlegungen erklären lassen.

Durch die Einlagerung von organischem Material wird der spröde Werkstoff Silikat fle­

xibler, zäher und hält damit größeren Kräften von außen stand. In der Nähe der Ränder 

findet das Wachstum der Zelle durch Gürtelbänder statt, deswegen ist dort eine höhe­

re Flexibilität wünschenswert. Gleichzeitig kann eine höhere Zähigkeit besser vor Fress­

feinden schützen, da die Zellwand nicht so leicht durchbrochen wird.

In der Mitte der Zelle befinden sich die Fortsätze, welche die Zellen untereinander 

verbinden. Auch hier ist eine höhere Zähigkeit wünschenswert um den mechanischen 

Anforderungen zu genügen: Die Fortsätze müssen in der Zellwand verankert werden 

und dieser Bereich muss auch der Beanspruchung durch die Bewegung der anderen 

Zellen standhalten, die durch die Fortsätze auf die Zellwand übertragen werden.

4.3.4 S.	turris:	Hochortsaufgelöste Messungen

Die Ortsauflösung eines Raman­Spektrometers wird durch die verwendete Laser­

wellenlänge und die minimale Schrittweite des motorisierten Tisches bestimmt. Das 

für die hochortsaufgelösten Messungen verwendete Spektrometer der Firma Witec ist

mit einem 488 nm Laser und einem piezo­gesteuerten Tisch ausgestattet.

Durch die Verwendung einer Laserwellenlänge von 488 nm steigt die durch die 

Abbesche Gleichung berechnete Ortsauflösung auf 322 nm. Da die Raman­Intensität 

proportional zu 1/λ4 ist hat die kleinere Wellenlänge gleichzeitig den Vorteil, dass die 

Messzeit pro Spektrum von 10 auf 2 Sekunden verkürzt werden konnte. So kurze La­

serwellenlängen sind aber nur bei nicht fluoreszierenden Proben verwendbar. Die

Wahrscheinlichkeit Fluoreszenz anzuregen ist umso höher je kürzer die Wellenlänge 

ist. Da das Kaiser­Spektrometer für biologische Proben angeschafft wurde, in denen oft 

fluoreszierende Bestandteile vorkommen, wurde dort eine Wellenlänge von 785 nm 

gewählt.
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Bei einem piezo­gesteuerten Tisch wird die Positionierung nicht mehr über Mecha­

nik, sondern durch die Verwendung von piezo­Kristallen vorgenommen. Nur so ist die 

für die Messungen verwendete Schrittweite von 200 nm realisierbar.

Mit dieser Technik wird es möglich, Details der Struktur der Zellwand zu untersu­

chen, wie die Raman­Map in Abb. 37 zeigt.

Abb. 37: Links: Mikroskopbild, Messbereich im schwarzen Quadrat; Rechts: Raman­Map des Integrals 
der 975 cm

­1
­Bande (Silikatverteilung) mit Bereichen niedriger (a) und hoher (b) Intensität

Die generelle Struktur der S. turris Zellwand ist in Abb. 38 an einer Prinzipskizze und 

REM­Aufnahmen gezeigt. Sie besteht aus wabenförmigen Öffnungen, Areolae genannt, 

die von Stegen umgeben sind. Die mit Poren durchsetzten Böden werden als Foramen 

bezeichnet. Im Weiteren werden nicht die Fachausdrücke, sondern die Bezeichnungen 

Böden und Waben verwendet.

Abb. 38: Links: Struktur der Zellwand von S. turris mit Bezeichnungen und Abmessungen, Rechts: 
Struktur von S. turris in REM­Bilder 
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In der Raman­Map in Abb. 37 ist die in Abb. 38 erläuterte Struktur der Zellwand

deutlich aufgelöst. Für die Raman­Map wurde die Bande bei 975 cm­1 statt der Bande 

bei 800 cm­1 wegen ihrer höheren Intensität genutzt. Es sind zwei Bereiche zu erken­

nen: Der Bereich a im Inneren der Waben mit niedrigen Intensitäten und der Bereich b, 

der die „Stege“ der Waben umfasst, mit deutlich höheren Intensitäten.

Die Intensitätsunterschiede entstehen durch Unterschiede in der vertikalen Aus­

dehnung der Zellwand in den jeweiligen Bereichen. Wie in REM­Aufnahmen von S. tur­

ris (Abb. 38) zu sehen ist, bestehen die Waben aus einem dünnen „Boden“ umgeben 

von hohen „Stegen“. Der Laser erfasst also in den Stegen wesentlich mehr Material als 

in den Böden, was zu höheren Intensitäten führt.

Auch der Gehalt an organischem Material in den Bereichen ist unterschiedlich, wie 

an den Intensitäten in den repräsentativen Spektren (Abb. 39) zu erkennen ist.

Abb. 39: Repräsentative Spektren für den Bereich a (Boden) und den Bereich b (Stege)

Die absolute Intensität der CHx­Bande bei 2910 cm­1 ist in den Stegen rund doppelt 

so hoch wie in den Böden. Um die unterschiedlichen vertikalen Ausdehnungen zu kor­

rigieren sollte aber wie erläutert das Verhältnis zu einer Silikatbande betrachtet wer­

den. Da die Intensität der Bande bei 800 cm­1 in den Böden sehr niedrig war, wurde 

das Verhältnis zum Integral der Bande bei 975 cm­1 gebildet. Es ergibt sich rund 40 für 

die Böden und rund 16 für die Stege. Es kann daher davon ausgegangen werden, dass 

die Böden mit dem hohen Gehalt an organischem Material flexibler sind als die ver­

gleichsweise hoch silifizierten Stege. Der Transport von Substanzen in die Zellwand 
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wird vermutlich über die Böden stattfinden, während die Stege der Stabilisierung und 

Festigkeit der Zellwand dienen.

4.3.5 S.	turris: Einfluss	der	Behandlung	mit	Wasserstoffperoxid

Wasserstoffperoxid entfernt im Vergleich zum Lysepuffer durch seine oxidative 

Wirkung auch stärker an die Zellwand gebundenes organisches Material. Da das amor­

phe Biosilikat aber mit Poren durchsetzt ist, besteht die Möglichkeit auch Material, das 

im Silikat nahe der Oberfläche eingebunden ist, zu entfernen. Um die Auswirkungen 

auf die Verteilung des organischen Materials zu untersuchen, wurden Zellwände mit 

35% Wasserstoffperoxid­Lösung versetzt, auf 95°C erhitzt, abzentrifugiert und danach 

dreimal mit Reinstwasser gewaschen.

Es wurde ein Ansatz von S. turris verwendet, der in Dresden von R. Hedrich gezüch­

tet wurde. Die Zellwände waren mit Radien von 23–31 µm kleiner als die Zellwände 

des Ansatzes von Prof. M. Sumper mit Radien von 41–44 µm. Es wurden 3 Zellwände 

als Referenz für den Gehalt an organischem Material vor der Wasserstoffperoxid­

Behandlung gemessen und 12 Zellwände nach der Wasserstoffperoxid­Behandlung. 

Der Median des Bandenverhältnisses 2910/800 cm­1 sank auf 60% der Referenz­

Zellwände. Das zeigt, dass ein entsprechend großer Teil des organischen Materials ent­

fernt wurde.

Abb. 40: Raman­Maps der Verteilung des organischen Materials (Bandenverhältnis 2910/800 cm
­1

) 
nach der Behandlung mit Wasserstoffperoxid (weiße Pixel: als Ausreißer entfernte Werte)

Die geringere Menge an organischem Material führt auch zu einer höheren Anzahl 

an Spektren, die aufgrund zu geringer Intensitäten ausgefiltert werden. Das ist gut in 

Abb. 40 an der linken Raman­Map zu erkennen.
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Die radialen Verteilungen (Abb. 41) sind auch durch die niedrigen Bandenintensitä­

ten beeinflusst. Die großen Schwankungen bis 5 µm in der linken radialen Verteilung 

sind auf die ausgefilterten Spektren zurückzuführen, während der Verlauf ab 15 µm 

dem schon beobachteten entspricht. Die rechte Verteilung weist zwar keine großen 

Schwankungen auf, hat aber auch keinen gleichmäßigen Anstieg zum Rand.

Abb. 41: Radiale Verteilungen zu Abb. 40

In der Gesamtverteilung über alle 12 Zellwände (Abb. 42, Links) sind derartig große 

Schwankungen ausgeglichen. Sie zeigt einen ähnlichen Verlauf wie die Gesamtvertei­

lung der nur mit Lysepuffer behandelten Zellwände: In der Mitte höhere Gehalte, nied­

rigere Gehalte in einem konzentrischen Band gefolgt von einem Anstieg zum Rand hin.

Die höchsten Werte sind hier aber in der Zellmitte und nicht am Rand zu finden, und 

der Anstieg zum Rand hin ist flacher.

Zum Vergleich wurden wieder drei Bereiche (Blau: 1; Grün: 2; Rot: 3) gebildet. Da 

die Radien kleiner sind, wurde die Breite von 6 auf 5 µm reduziert.

Die Boxplots in Abb. 42 (Rechts) zeigen dasselbe Verhalten wie schon bei den nur 

mit Lysepuffer behandelten Proben. Allerdings sind die Unterschiede zwischen den 

drei Bereichen geringer geworden und der Bereich 3 lässt sich nur noch knapp statis­

tisch signifikant von Bereich 2 unterscheiden.
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Abb. 42 Links: Gewichtete radiale Verteilung aller 12 Zellwände, die schwarze Linie verbindet die Me­
diane, die Boxplots zeigen die Verteilung der Werte, die Farben zeigen die zum Vergleich ausgewähl­
ten Bereiche. Rechts: Vergleich der drei Bereiche Mitte (Blau: 2–6 µm) Band um die Mitte (Grün: 11–
15 µm) und Rand (Rot, 25–29 µm)

Um die Ansätze nur mit Lysepuffer­ und mit zusätzlicher Wasserstoffperoxid­

Behandlung zu vergleichen, sind die Mediane der Gesamtverteilungen durch die Nor­

mierung bei der Berechnung der Werte nicht geeignet. Die Verhältnisse zum Median 

des Randbereichs (3) geben aber die Möglichkeit den Verlauf zu vergleichen (Tab. 9).

Die Werte zeigen, dass der Abfall zum Bereich 2 nach der Wasserstoffperoxid­

Behandlung weniger stark ist (0,83 statt 0,73) und dass in der Mitte etwas mehr orga­

nisches Material vorhanden ist (0,86 statt 0,83).

Nur Lysepuffer (Prof. M. Sumper) Nach H2O2 (R. Hedrich)

Median Verhältnis zu 
Bereich 3

Median Verhältnis zu 
Bereich 3

0,5 0,83 0,62 0,86 Bereich 1

0,44 0,73 0,60 0,83 Bereich 2

0,6 0,72 Bereich 3

Tab. 9: Mediane und Verhältnisse der Mediane im Vergleich zwischen Lysepuffer und Lysepuffer mit 
folgender Wasserstoffperoxid­Behandlung

Dieses Verhalten lässt sich durch die Verteilung des organischen Materials und den 

Zellwandaufbau erklären (siehe Kapitel 4.3.3). Da die Mitte stärker silifiziert ist als der 
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Randbereich, kann davon ausgegangen werden, dass Wasserstoffperoxid in der Mitte 

weniger Möglichkeiten hat organisches Material herauszulösen. Der Randbereich mit 

dem höchsten Gehalt an organischem Material verliert hingegen etwas mehr. Insge­

samt werden Bereiche mit höherem Gehalt an organischem Material stärker angegrif­

fen, wie der Wert von 0,83 im Bereich mit dem geringsten Gehalt an organischem Ma­

terial und damit höchsten Silifizierung zeigt. Vermutlich ist im Bereich 2 das wenige 

vorhandene Material sehr fest eingelagert.

Dennoch bestätigt die Gesamtverteilung nach der Wasserstoffperoxid­Behandlung 

den schon an den nur mit Lysepuffer behandelten Zellwänden beobachteten Verlauf.
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4.3.6 C.	asteromphalus:	Verteilung	des	organischen	Materials

An S. turris konnte die beschrieben Tendenz der Verteilung des organischen Materi­

als nachgewiesen werden. Um zu überprüfen, ob dies ein allgemeines Verhalten dar­

stellt, wurden andere Spezies untersucht. Eine weitere Spezies, die gewählt wurde,

war C. asteromphalus, deren Zellwände eine ähnliche Größe haben wie die Zellwände 

von S. turris. Die Radien der untersuchten Zellwände lagen zwischen 35 und 52 µm. C. 

asteromphalus hat im Gegensatz zu S. turris flache Zellwände mit nur geringer Wöl­

bung (siehe Abb. 2). Der Median des Bandenverhältnisses, welches dem Gehalt an or­

ganischem Material entspricht, ist mit 2.91 wesentlich kleiner als 6.59 bei S. turris. Es 

wurden Raman­Maps von 29 Zellwänden aufgenommen.

Wie die Raman­Maps in Abb. 43 zeigen, bestätigt sich die bei S. turris beobachtete 

Tendenz zu höheren Gehalten an organischem Material im Randbereich bei C. aste­

romphalus. 

Abb. 43: Verteilung des organischen Materials (Bandenverhältnis 2910/800 cm
­1

) an drei Raman­
Maps, weiße Pixel: als Ausreißer entfernte Werte

Abb. 44: Radiale Verteilungen der Konzentration des organischen Materials (Bandenverhältnis 
2910/800 cm

­1
) zu den drei Beispielen in Abb. 43
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Dabei zeigen die Maps links und in der Mitte nur in einer schmalen Zone am Rand 

erhöhte Gehalte, während in der rechten Map der Anstieg graduell erfolgt. Die radia­

len Verteilungen zu den Maps (Abb. 44) bestätigen diese Beobachtung. 

Um die spektralen Unterschiede zwischen Bereichen 

mit niedrigem (Innen) und hohem Gehalt an organi­

schem Material (Rand) zu beurteilen wurden die Mittel­

wertspektren zweier kreisringförmiger Bereiche berech­

net. Für den inneren Bereich umfasst der Bereich alle 

Spektren mit einem Abstand von 3–6 µm vom Mittel­

punkt. Der Randbereich umfasst alle Spektren mit einem 

Abstand von 2–4 µm vom Rand. Die beiden Bereiche sind 

in Abb. 45 an einem Beispiel dargestellt.

In Abb. 46 sind die Mittelwertspektren zu den drei Raman­Maps aus Abb. 43 darge­

stellt. Bei allen drei Zellwänden sind keine neuen Banden zu beobachten. Die Unter­

schiede in den Spektren zwischen den Zellwänden sind auf die natürliche Varianz zu­

rückzuführen. Im Gegensatz zu der Beobachtung bei S. turris (Abb. 33) sind bei allen 

drei Zellwänden nur leicht höhere Intensitäten der Bande bei 2910 cm­1 zu erkennen. 

Dafür sinkt die Intensität der Silikatbande bei 800 cm­1, relativ zur Intensität der Bande 

bei 2910 cm­1 zwischen den Bereichen.

Abb. 46: Mittelwertspektren der Innen­ und Randbereiche zu den drei Raman­Maps aus Abb. 43

Abb. 45: Innen­ und Randbereiche 
für den Spektrenvergleich
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Auch die Intensität der Silikatbande bei 975 cm­1 folgt diesem Trend, während die 

Intensität der Bande bei 1050 cm­1 fast konstant bleibt.

Das zeigt, dass der Randbereich schwächer silifiziert ist als der Innenbereich und 

damit mehr organisches Material im Verhältnis zum Silikat enthält. Die annähernd kon­

stante Intensität der Bande bei 1050 cm­1 könnte auf eine ähnliche Störung des 

Silikatnetzwerkes in beiden Bereichen hindeuten.

Die Gesamtverteilung über alle Zellwände (Abb. 47) zeigt, dass der Gehalt an orga­

nischem Material fast gleichmäßig bis zirka 38 µm ansteigt. Ab 38 µm ist der Anstieg 

stärker. Damit zeigt die Gesamtverteilung, dass über alle Messungen eine Mischform 

der beiden Muster aus Abb. 44 vorliegt.

Abb. 47: Links: Gewichtete radiale Verteilung aller 29 Zellwände, die schwarze Linie verbindet die 
Mediane, die Boxplots zeigen die Verteilung der Werte, die Farben zeigen die zum Vergleich ausge­
wählten Bereiche. Rechts: Vergleich der zwei Bereiche Mitte (Blau: 2–7 µm) und Rand (Rot, 45–50 µm)

Das Fehlen einer Zone mit höherem Gehalt an organischem Material in der Mitte 

bei C. asteromphalus ist vermutlich auf die Unterschiede im Zellwandaufbau zurückzu­

führen. S. turris ist über stachelförmige Fortsätze zu Kolonien verbunden, diese Fort­

sätze sind in einem Ring in der Nähe der Mitte verankert. C. asteromphalus weist hin­

gegen keine derartigen Fortsätze auf, da diese Spezies keine Kolonien bildet. Wie in 
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4.3.3 diskutiert lässt sich der höhere Gehalt von organischem Material um die Zone mit 

den Fortsätzen durch mechanische Anforderungen erklären.

C. asteromphalus bestätigt nicht nur die Tendenz zu höheren Gehalten an organi­

schem Material im Randbereich, die bei S. turris beobachtet wurde, bei dieser Spezies 

ist sie sogar eindeutiger ausgeprägt. Mitte (Blau) und Randbereich (Rot) unterscheiden 

sich deutlich, wie in den beiden Boxplots in Abb. 47 (Links) zu sehen ist. Anscheinend 

besteht bei radialen Diatomeen­Spezies eine Tendenz zu höheren Gehalten an organi­

schem Material in der Nähe der Gürtelbänder. 
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4.3.7 C.wailesii:	Verteilung	des	organischen	Materials

Als dritte Spezies wurde C. wailesii untersucht. Bei dieser Spezies sind die Radien 

der Zellwände mit 100–140 µm wesentlich größer als bei den beiden bisher betrachte­

ten Spezies. Es sollte untersucht werden ob auch C. wailesii die bei S. turris und C. aste­

romphalus beobachtete radialsymmetrische Verteilung des organischen Materials 

aufweist. Da der Zeitaufwand für die Messung der gesamten Zellwand nicht vertretbar 

war, wurden nur Sektoren der Zellwand gemessen, die bei einer radialsymmetrischen

Verteilung für die Auswertung ausreichen.

Die Sektorform ist gut in den Raman­Maps in Abb. 48 zu erkennen. In dieser Darstel­

lung sind nur die über die Unterschiede vom Mittelwertspektrum als Ausreißer erkann­

ten Werte entfernt, Werte die kleiner Null waren wurden gleich Null gesetzt. Im Ge­

gensatz zu den anderen untersuchten Spezies ist keine Tendenz in der Verteilung des 

organischen Materials zu erkennen.

Abb. 48: Verteilung des organischen Materials (Bandenverhältnis 2910/800 cm
­1

) an drei Raman­
Maps, weiße Pixel: als Ausreißer über das Mittelwertkriterium entfernte Werte

Werden zusätzlich alle Werte kleiner Null, wie bei S. turris und C. asteromphalus, als 

Ausreißer entfernt ergibt sich das in Abb. 49 dargestellte Bild.

Abb. 49: Verteilung des organischen Materials (Bandenverhältnis 2910/800 cm
­1

) an drei Raman­
Maps, weiße Pixel: als Ausreißer entfernte Werte (Mittelwert und Intensität kleiner Null)
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Hier zeigt sich ein wesentlicher Grund warum keine Tendenz in der Verteilung des 

organischen Materials festzustellen ist: Viele Werte sind aufgrund zu geringer Intensi­

täten nicht aussagekräftig.

Die Mittelwertspektren zu den 

Raman­Maps aus Abb. 49 bestätigen 

diese Beobachtung. Die Bande bei 

2910 cm­1 ist schwach ausgeprägt und

kaum vom Untergrund zu unterschei­

den.

Es ist zwar möglich mittels Raman­

Spektroskopie das Vorkommen von 

organischem Material in den Zellwän­

den von C. wailesii festzustellen, aber 

für Aussagen über die Verteilung ist 

der Gehalt eindeutig zu gering.

Ob C. wailesii der bei S. turris und 

C. asteromphalus festgestellten Ten­

denz zu höheren Gehalten von orga­

nischem Material am Rand der Zellwände folgt, kann also mittels Raman­

Spektroskopie weder bestätigt noch widerlegt werden.

Abb. 50: Mittelwertspektren zu den drei Raman­
Maps aus Abb. 49
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4.4 SERS­Messungen	an	S. turris

Wie in 4.3.3 gezeigt ermöglicht die Raman­Spektroskopie die Detektion sowie die 

Untersuchung der Verteilung des in den Zellwänden von S. turris eingeschlossenen 

organischen Materials. Der Gehalt an organischem Material ist aber nicht hoch genug,

um Aussagen über die Art der Biomoleküle treffen zu können.

Um die Intensität der Banden zu verstärken, bietet sich die Verwendung des SERS­

Effektes an. Auf das Biosilikat der Zellwände aufgebrachte Nanopartikel können mit an 

der Oberfläche vorhandenen Biomolekülen wechselwirken. Damit lässt sich eine lokale 

Verstärkung der Signale der Biomoleküle erreichen und es besteht die Möglichkeit bis­

her nicht identifizierte Biomoleküle, die fest an die Zellwand gebunden sind, zu unter­

suchen.

Da es sich um ein lokales Phänomen handelt, kann nicht davon ausgegangen wer­

den, dass der SERS­Effekt an jeder Stelle der Zellwand zu beobachten ist. Nur durch 

ortsaufgelöste Messungen ist es möglich eine gesicherte Aussage über das Auftreten 

des SERS­Effektes auf den Zellwänden zu treffen.

Auch die Bedeckung mit Nanopartikeln spielt eine wichtige Rolle. Es müssen genü­

gend Nanopartikel vorhanden sein, damit die gesamte Zellwand bedeckt ist. Anderer­

seits dürfen nicht zu viele Nanopartikel aufgetragen werden, da es sonst zur Aggrega­

tion der Nanopartikel und damit zur Bildung ungeordneter größerer Strukturen 

kommt. Bei einer derartigen mehrlagigen Bedeckung der Oberfläche steigt die Wahr­

scheinlichkeit, dass die Laserstrahlung und die Raman­Signale in der 

Nanopartikelschicht absorbiert werden. Durch diese Absorption könnte die Messung

des SERS­Effektes behindert werden.

Für die hier vorgestellten Messungen wurden Citrat­stabilisierte Silbernanopartikel 

mit einem Durchmesser von ca. 5 nm eingesetzt. Die Bindung an das Biosilikat erfolgte 

durch kovalente Kopplung unter Verwendung von 3­(Aminopropyl)­triethoxysilan (3­

APTES) als Kopplungsreagenz. Dass sich das verwendete Verfahren prinzipiell zum Her­

vorrufen des SERS­Effektes eignet, wurde durch gemessene SERS­Spektren von extra­

hierten Zellwänden der Diatomeen­Spezies Eucampia Zoodiacus nachgewiesen [62].
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Um zu untersuchen, ob eine Abhängigkeit des Auftretens des SERS­Effektes von der 

Anzahl der aufgebrachten Nanopartikel vorliegt, wurden für 3 zugegebene Mengen

(0,175; 0,375 und 1,143 ml Nanopartikellösung/mg Biosilikat) jeweils 4 Proben orts­

aufgelöst gemessen.

Als Messeinstellungen wurden 3s 

Messzeit und 3 Akkumulationen pro 

Spektrum bei einer Laserleistung von 

30 mW gewählt. Um einen Überblick 

über den Einfluss der Nanopartikels 

auf die Raman­Spektren zu zeigen,

sind in Abb. 51 die Referenzspektren 

der Nanopartikel, des Kopplungsrea­

genz (3­APTES), S. turris und die Mit­

telwertspektren aller 4 bei den jewei­

ligen Nanopartikelmengen ortsaufge­

löst aufgenommenen Spektren darge­

stellt. Um den Vergleich zu erleichtern 

sind alle Spektren zwischen 400 und 

3100 Wellenzahlen linear basislinien­

korrigiert und Minimum­Maximum­

normiert.

Im Bereich von 1200–1600 Wellen­

zahlen ist bei allen drei mit 

Nanopartikelmengen der Einfluss der 

Nanopartikel im Spektrum zu erkennen. Auch das Kopplungsreagenz trägt in den Spek­

tren im Wellenzahlbereich von 2800–3000 zur CHx­Valenzschwingungsbande bei. Die 

anderen Banden von 3­APTES sind zu intensitätsschwach um sie in den Spektren zu 

erkennen. Die Intensität der CHx­Valenzschwingungsbande steigt dabei wie zu erwar­

ten mit der Menge der eingesetzten Nanopartikel. Für die Nanopartikelbanden lässt 

Abb. 51: Referenzspektren und Mittelwertspektren 
des Biosilikats bei unterschiedlichen Konzentratio­
nen von Nanopartikeln. Alle Spektren basislinien­
korrigiert und Minimum­Maximum normiert.
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sich keine eindeutige Aussage treffen, da die Banden sehr breit sind und eine Überla­

gerung mit den Banden aus dem S. turris­Spektrum vorliegt.

In den Mittelwertspektren sind außer der CHx­Valenzschwingungsbande keine wei­

teren Banden klar zu erkennen. Daraus kann geschlossen werden, dass der SERS­Effekt 

zu selten auftritt um einen Einfluss auf die Mittelwertspektren zu haben.

Da pro Zellwand über 1000 Spektren ortsaufgelöst aufgenommen wurden kann die 

weitere Auswertung nicht manuell erfolgen. Um die SERS­Spektren aus den aufge­

nommenen Spektren zu identifizieren, war es notwendig ein auf spektralen und ma­

thematischen Kriterien beruhendes Verfahren zur Einschränkung der Anzahl zu ver­

wenden. Das manuelle Untersuchen jedes einzelnen Spektrums wäre zu zeitaufwendig 

gewesen.

Wie in Abb. 51 zu sehen ist, treten unterhalb ca. 540 Wellenzahlen bei hohen Men­

gen von Nanopartikeln auf dem Biosilikat keine Banden mehr auf die Strukturmerkma­

len zuzuordnen sind. Die anderen Spektren zeigen in dem Bereich unter 540 Wellen­

zahlen einen Anstieg zu einer Silikatbande (S. turris, niedrige Menge) oder wie zu er­

warten eine Mischung aus beiden Verhalten bei der mittleren Konzentration. Daher 

wurden zuerst alle Spektren auf den Wellenzahlbereich von 540­3100 beschränkt. Als 

nächstes wurde eine lineare Basislinienkorrektur mit den Stützpunkten 540 und 3100 

Wellenzahlen durchgeführt.

Spektren, die durch den SERS­Effekt beeinflusst wurden, weisen Banden auf, die 

deutlich intensiver sind als die Banden „normaler“ Spektren. Daher wurde als nächstes 

für jedes Spektrum eine Peaksuche durchgeführt und die Intensität der jeweils inten­

sivsten Bande gespeichert. Die erste Raman­Map in Abb. 52 zeigt die Verteilung der so 

ermittelten Intensitäten über die Zellwand an einem Beispiel (Probe mit hoher Menge

an Nanopartikeln).

Als nächstes wurden alle Spektren ausgeschlossen deren Intensität kleiner war als 

der Mittelwert plus dem Dreifachen der Standardabweichung der Intensitätsverteilung 

der Probe. Das Ergebnis dieses Schrittes ist in der mittleren Map von Abb. 52 darge­

stellt, die weiter zu untersuchenden Spektren sind in rot markiert.
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Abb. 52: Links Map der Intensitäten der intensitätsstärksten Bande der Spektren; Mitte: Map der über 
die Intensitäten als mögliche SERS­Spektren gewählten Spektren (rot: SERS, blau: kein SERS); Rechts: 
SERS­Spektren nach manueller Untersuchung der einzelnen Spektren die Mitte markiert waren (rot: 
SERS, blau: kein SERS)

Zur Erkennung der SERS­Spektren wurden die so gewählten Spektren einzeln be­

trachtet und alle Spektren ohne klar erkennbare Banden ausgeschlossen. Für die Bei­

spielprobe verblieben 3 Spektren (Abb. 52, Rechts).

Abb. 53: SERS­Spektren der Beispielprobe im Vergleich mit dem Mittelwertspektrum (Grün) und dem 
Spektrum des Kopplungsreagenz 3­APTES (Schwarz)
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Diese Spektren zeigt Abb. 53 in rot im Vergleich mit dem Mittelwertspektrum der 

Probe (grün) und dem Spektrum des Kopplungsreagenz (schwarz). Die wesentlich hö­

heren Bandenintensitäten im Vergleich zum Mittelwertspektrum sind gut zu erkennen, 

es handelt sich also auf jeden Fall um Verstärkung. Dass es sich um SERS handelt, wird 

auch durch den Wellenzahlbereich, in dem Banden zu erkennen sind, bestätigt. Wie 

die Forschungsgruppen von Popp [63] und Kneipp [64] an Bakterien zeigen konnten,

tritt bei biologischen Proben typischerweise eine SERS­Verstärkung von 500–1600 Wel­

lenzahlen auf. In den SERS­Spektren ist keine CHx­Valenzschwingungsbande zu erken­

nen. Das ist ein weiterer Hinweis, dass es sich um Verstärkung durch SERS handelt.

Die Bandenpositionen in den SERS­Spektren stimmen nicht mit denen von 3­APTES 

überein. Die verstärkten Banden sind also Banden von Biomolekülen, die an die Zell­

wand gebunden sind, zuzuordnen.

Für die Beurteilung von durch SERS verstärkten Spektren wird ein sogenannter Ver­

stärkungsfaktor angegeben. Der am einfachsten anzugebende Verstärkungsfaktor ist 

der „analytische Verstärkungsfaktor“ [65]. Er ist definiert als das Verhältnis der Ban­

denintensität einer definierten Bande mit SERS zu der Bandenintensität dieser Bande 

des Analyten ohne SERS. Im Fall der hier untersuchten Proben bietet sich das Mittel­

wertspektrum der Probe als Referenz für die Bandenintensität ohne SERS­Effekt an. Als 

Bande für die Berechnung des Verstärkungsfaktors wurde in allen Spektren jeweils die 

intensivste Bande gewählt. Für die in Abb. 53 gezeigten SERS­Spektren betragen die 

analytischen Verstärkungsfaktoren von oben nach unten 125, 67 und 29.

Es ist beobachtet wurden, dass der SERS­Effekt bei niedrigen Wellenzahlen (<700) 

oft höhere Verstärkungsfaktoren ergibt. Bei höheren Wellenzahlen können die analyti­

schen Verstärkungsfaktoren auch nur in der Größenordnung von 5­10 liegen [65]. Ein 

aktueller Übersichtsartikel gibt für die erreichten Verstärkungsfaktoren ebenfalls eine 

untere Grenze von 5 an [66]. 

Die Verstärkungsfaktoren liegen also im unteren Bereich der in der Literatur ge­

nannten Verstärkungsfaktoren. Dabei ist jedoch zu bedenken, dass die Effektivität des 

SERS­Effektes von einer großen Anzahl von Faktoren abhängt: SERS­Substrat, Analyt, 

Entfernung zwischen SERS­Substrat und Analyt sowie verwendeter Laserwellenlänge. 
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Im Falle der hier untersuchten Proben kann wahrscheinlich davon ausgegangen wer­

den, dass die Entfernung zwischen SERS­Substrat (Silber­Nanopartikel) und dem 

Analyten (organisches Material) eine wichtige begrenzende Größe darstellt. Das orga­

nische Material wird vermutlich teilweise oder vollständig von Biosilikat umgeben sein. 

Daher können die Nanopartikel nicht, wie zum Beispiel in einer kolloidalen Lösung, das 

organische Material vollständig bedecken. Das könnte als eine Erklärung für die gerin­

ge Größe der Verstärkungsfaktoren dienen.

In Tab. 10 sind die Ergebnisse der Messungen zusammengefasst. 

Menge

Nanopartikel

[ml Lösung/mg Biosilikat]

Aufgenommene 

Spektren

Anzahl 

SERS­

Spektren

Median

der

Verstärkungsfaktoren

Maximaler

Verstärkungs­

faktor

0,175 5988 8 76 305

0,375 6360 4 87 208

1,143 6800 16 36 125

Tab. 10: Übersicht über die SERS­Messungen

Bei der höchsten Menge an zugesetzten Nanopartikel trat der SERS­Effekt wesent­

lich häufiger auf als bei den niedrigeren Mengen. Dass es sich hier nicht notwendiger­

weise um einen linearen Prozess handelt, zeigt die niedrigere Anzahl von SERS­

Spektren bei der mittleren Menge. Die mittlere Menge wird daher bei den folgenden 

Betrachtungen nicht mit einbezogen.

Die höhere Anzahl von auftretenden SERS­Spektren bei der hohen Menge geht ein­

her mit niedrigeren Verstärkungsfaktoren. Der Median sinkt auf rund 46% und das Ma­

ximum auf rund 41% der Intensität bei der niedrigen Menge. Ein Erklärungsansatz 

könnte die höhere Bedeckung des Biosilikats bei der hohen Menge sein. Bei der niedri­

gen Menge können nur die günstig liegenden Biomoleküle angeregt werden, während 

die höhere Menge auch das Anregen von weniger zugänglichen Biomolekülen ermög­

licht. Das Absinken des maximalen Verstärkungsfaktors lässt sich nicht eindeutig erklä­

ren. Eine mögliche Interpretation wäre eine teilweise Absorption in der 

Nanopartikelschicht.

Zusammenfassend kann gesagt werden, dass für den Zweck der Analyse der an die 

Zellwand von S. turris gebundenen Biomoleküle eine hohe Menge von Nanopartikeln 
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zu empfehlen ist. Die höhere Anzahl an Stellen an denen Verstärkung registriert wer­

den kann wiegt die niedrigeren Verstärkungsfaktoren für die analytische Verwendung 

auf, da das Ziel in der Identifizierung der Biomoleküle und nicht im Erreichen der ma­

ximal möglichen Verstärkungsfaktoren liegt.

Die in den einzelnen SERS­Spektren erkennbaren Banden variieren stark. In der 

Zellwand liegt eine Mischung verschiedener Biomoleküle vor, daher kann an unter­

schiedlichen Stellen der Zellwand auch von einer unterschiedlichen Zusammensetzung 

und Zugänglichkeit für SERS ausgegangen werden. Dies führt zu den Unterschieden 

zwischen den Spektren.

Eine erste Einordnung soll hier nur 

an zwei Spektren gezeigt werden. Aus 

Festkörper­NMR Untersuchungen an S. 

turris ist das Vorhandensein von 

Sacchariden in den Zellwänden bekannt 

[67]. Mittels GC­MS wurden an anderen 

Diatomeenspezies Mannan und Xylose 

als Bestandteile der Zellwände identifi­

ziert [68, 69]. Daher wurden diese bei­

den Substanzen als Referenz verwen­

det.

Gut zu erkennen ist (Abb. 54), dass 

keins der SERS­Spektren vollständig den 

Referenzsubstanzen entspricht. Es sind 

jedoch ähnliche Bandenlagen zwischen 

Mannan und dem roten, sowie Xylose 

und dem grünen SERS­Spektrum vor­

handen.

Das organische Material in der Zellwand ist ein Gemisch aus verschiedenen Biomo­

lekülen. Um die Komponenten, die durch SERS nachweisbar werden, einordnen zu 

Abb. 54: SERS­Spektren im Vergleich mit Mannan 

und Xylose als Referenz
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können, erscheint das Aufbauen einer Datenbank von gemessenen SERS­Spektren 

notwendig.

Mit Hilfe dieser Datenbank und möglicherweise der Anwendung multivariater Ana­

lyseverfahren, wie zum Beispiel der Hauptkomponentenanalyse, könnte eine Identifi­

zierung einzelner Bestandteile möglich werden.

Da nicht vorhergesagt werden kann, an welcher Stelle der Zellwand der SERS­Effekt 

auftritt, sind ortsaufgelöste Messungen notwendig um alle möglichen Spektren zu er­

fassen. Das hier vorgestellte Verfahren aus ortsaufgelösten Messungen mit mathema­

tisch gestützter Erkennung der SERS­Spektren bietet sich zum Gewinnen der Spektren 

für den Aufbau einer Datenbank an.
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5 Zusammenfassung

Die Biomineralisation stellt ein vielfältiges Forschungsgebiet dar. Wie im Rahmen 

der vorliegenden Arbeit gezeigt werden konnte, ist die Schwingungsspektroskopie in

der Lage wertvolle Beiträge zur Charakterisierung von Biomineralien zu leisten.

Mittels Raman­Spektroskopie konnte α­Chitin in demineralisierten Skelettfasern 

von Hornkieselschwämmen der Spezies Ianthella basta, Aplysina cauliformis und 

Aplysina cavernicola nachgewiesen werden. Alle diese Spezies gehören zur Ordnung 

der Verongiden. Damit wird auch ein Beitrag zur Klassifizierung dieser Spezies geleis­

tet. Es ist möglich, dass neue Grenzen zwischen den Familien aufgrund des Vorhanden­

seins von α­Chitin in den Skelettfasern aufzustellen sind.

Die Raman­Spektroskopie eignet sich hervorragend, um mineralische Bestandteile 

in Schwammskeletten nachzuweisen. In den Fasern des Hornkieselschwammes 

Verongula gigantea wurde durch den Einsatz von Raman­Mikroskopie Aragonit nach­

gewiesen. In Skeletten dieser Spezies kommen auch α­Chitin und Silikat vor. Damit 

konnte die Raman­Spektroskopie einen Beitrag zur Entdeckung eines neuartigen

Biokomposites leisten, welches aus den drei Komponenten Silikat, Chitin und Aragonit 

besteht.

Bei der Erforschung der Wechselwirkung zwischen Silikat und β­Chitin an biomime­

tisch synthetisierten Silikat­β­Chitin­Kompositen gelang es durch Raman­

Spektroskopie, Hinweise auf die Art der Wechselwirkung und die Art Abscheidung des 

Silikats auf den β­Chitin­Fasern zu erhalten. Das Silikat lagert sich nicht nur auf den 

quellfähigen β­Chitin­Fasern ab, sondern dringt auch in die Fasern ein. Aus den Spek­

tren konnte die Existenz schwacher Wechselwirkungen zwischen Silikat und Chitin ge­

schlussfolgert werden. 13C­CP­NMR­Messungen ermöglichten das Identifizieren der 

Wechselwirkung als Wasserstoffbrückenbindungen.

Sowohl IR­ als auch Raman­Spektroskopie können ortsaufgelöst durchgeführt wer­

den. Damit bietet sich die Möglichkeit, Informationen über die Verteilung des organi­

schen Materials in den Zellwänden von Diatomeen zu gewinnen. Bis zu der vorliegen­
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den Arbeit waren die ortsaufgelösten Messverfahren noch nie für die Untersuchung 

von Diatomeen­Zellwänden verwendet wurden.

Als Proben wurden in künstlichem Meerwasser gezüchtete Diatomeen verwendet. 

Vor der Messung wurde sämtliches physikalisch gebundenes organischem Material 

durch eine Lysepufferbehandlung entfernt. Es verlieb nur die Zellwand aus Biosilikat 

mit in die Zellwand eingelagertem, sowie an die Zellwand chemisch gebundenem or­

ganischem Material.

Im Rahmen dieser Arbeit hat sich die Raman­Spektroskopie als die geeignetere Me­

thode zur Untersuchung der Verteilung des organischen Materials in Diatomeen­

Zellwänden erwiesen. Das ist durch ihre im Vergleich zur IR­Spektroskopie höhere 

Ortsauflösung sowie höhere Empfindlichkeit für organisches Material begründet.

Um die Spektrenqualität zu optimieren, wurde für die radialsymmetrische Spezies 

S. turris ein an die Form der Zellwand angepasstes Messverfahren entwickelt. Damit 

war es das erste Mal möglich zu zeigen, dass bei S. turris der Gehalt von organischem 

Material im Biosilikat zum Rand hin steigt. Durch den höheren Gehalt an organischem 

Material wird vermutlich die Flexibilität und mechanische Belastbarkeit der Zellwand in 

diesem Bereich erhöht. Das könnte dem Schutz vor Feinden dienen. In dieser Region 

wächst die Zellwand auch durch Ausbildung von sogenannten Gürtelbändern. Auch für 

das Wachstum erscheint eine höhere mechanische Belastbarkeit sinnvoll.

An einem zweiten Ansatz von S. turris, der zusätzlich oxidativ mit Wasserstoffpero­

xid behandelt wurde, wurde dieses Ergebnis überprüft. In den Zellwänden war, im 

Vergleich zu den nur mit Lysepuffer extrahierten Zellwänden, bedeutend weniger or­

ganisches Material vorhanden. Die Verteilung des organischen Materials bestätigte 

dennoch die Aussage, dass am Rand der Zellwände ein höherer Gehalt an organischem 

Material vorliegt.

Untersuchungen an einer anderen radialsymmetrischen Spezies, C. asteromphalus, 

zeigten eine noch deutlichere Tendenz zur Anreicherung von organischem Material am 

Rand. Daraus lässt sich vermuten, dass bei radialsymmetrischen Diatomeen generell 

ein höherer Gehalt von organischem Material am Rand auftritt.
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Der Gehalt an organischem Material in den extrahierten Zellwänden ist zu gering,

um die Arten der Biomoleküle zu bestimmen. An die Zellwände gebundene Nanoparti­

keln ermöglichen jedoch das Verwenden des SERS­Effektes zur Verstärkung der Spek­

tren des organischen Materials. Mittels ortsaufgelöster Messungen an Zellwänden, an 

die Nanopartikel kovalent gekoppelt waren, konnte der SERS­Effekt an S. turris Zell­

wänden nachgewiesen werden. Ortsaufgelöste Messungen sind für Untersuchungen 

unter Verwendung des SERS­Effektes besonders gut geeignet, da der Verstärkung der 

Banden nicht gleichmäßig über die Zellwand zu beobachten waren. Die maximale An­

zahl an SERS­Spektren kann nur durch ortsaufgelöste Messungen erhalten werden.

An die Zellwandform angepasste ortsaufgelöste Messverfahren, wie hier an S. turris

gezeigt, lassen sich auch für andere Zellwandformen entwickeln. Die sehr regelmäßig 

und hoch symmetrisch aufgebauten Diatomeen­Zellwände vereinfachen dabei den 

Prozess. Mit Hilfe derartiger Messverfahren lassen sich weitere Informationen über 

den Aufbau der Zellwände gewinnen.

Die Möglichkeit, höchstaufgelöste Raman­Messungen durchzuführen, wie am 

Witec­Spektrometer gezeigt, könnte die Untersuchung von Zellbestandteilen, wie dem 

Silica Deposition Vesicle, in der lebenden Zelle ermöglichen.

Der SERS­Effekt hat ein großes Potential als Hilfsmittel zur Identifizierung von Be­

standteilen in den extrahierten Zellwänden. Durch Optimierung des Verfahrens zur 

Ankopplung der Nanopartikel an die Zellwände lassen sich die Ergebnisse weiter ver­

bessern. Um das Potential auszuschöpfen, erscheint die Durchführung größerer orts­

aufgelöster Messreihen angebracht.

Zur Auswertung der so gewonnen Spektren bietet sich der Aufbau einer Datenbank 

der SERS­Spektren sowie die Verwendung chemometrischer Auswerteverfahren an.
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