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Fluorescence Lifetime Imaging of Intracellular Magnesium 
Content in Live Cells 

 

 Azzurra  Sargenti,  a§  Alessia  Candeo,  b§  Giovanna  Farruggia,  a,c  Cosimo  D’Andrea,  b  Concettina 
Cappadone, a Emil Malucelli, a Gianluca Valentini, b Paola Taroni, b Stefano Iotti a,c*

The first detailed analysis of FLIM applications for Mg cell imaging is presented.  We employed the Mg‐sensitive fluorescent dye named DCHQ5, a derivative 

of diaza‐18‐crown‐6 ethers appended with two 8‐hydroxyquinoline groups, to perform fluorescence lifetime imaging in control and Mg deprived SaOS‐2 

live cells, which contain different concentration of magnesium. We found that the lifetime maps are almost uniform all over the cells and, most relevant, 

we showed that the ratio of the amplitude terms is related to the magnesium intracellular concentration.

Fluorescence  lifetime  imaging  (FLIM)  represents  an 1 

established  method  for  live‐cell  imaging  and  can  provide 2 

novel  information  from  intact  cellular  environments.1,2  This 3 

technique allows one to generate image contrast based on the 4 

decay  time of  endogenous  fluorophores or  sensing dyes  at 5 

each point  in a two‐dimensional  image.3,4   Most fluorescent 6 

dyes  undergo  a  change  in  the  fluorescence  lifetime  upon 7 

binding their specific  ion. Therefore, FLIM may be exploited 8 

for  imaging  intracellular  ions  without  the  need  for 9 

wavelength‐ratiometric  probes,  bearing  the  same 10 

advantages, such as no bias from fluorophore concentration 11 

and/or  excitation  intensity,  light  path  length  and 12 

photobleaching.5 Moreover, changes  in the physicochemical 13 

intracellular microenvironment of density, pH and lipophilicity 14 

may have substantial effects on the fluorescence lifetime of a 15 

fluorophore,  and  FLIM may  in  principle  exploit  the  natural 16 

heterogeneity  of  cells  and  tissues,  turning  this  information 17 

into image contrast.  18 

FLIM disentangles the contributions to fluorescence intensity 19 

that  come  from  fluorophore  concentration  and  time 20 

behaviour  of  the  fluorescence  decay.  Thus,  it  can  also  be 21 

exploited  to  gain  a  deeper  insight  into  results  obtained 22 

through conventional steady state fluorescence imaging (e.g., 23 

confocal microscopy), which is actually fluorescence intensity 24 

imaging. 25 

Commercial magnesium  (Mg) dyes have been characterized 26 

for  FLIM  applications,6  although  at  present  no  further 27 

experimental  studies have been  reported  in  literature.  The 28 

aforementioned  features  of  FLIM  could  be  employed  to 29 

acquire  information on magnesium content and distribution 30 

in subcellular compartments with different composition. The 31 

development  of  novel  sensors  exhibiting  discriminating 32 

lifetimes7–9 marks a step further in this direction. 33 

We  have  designed  and  characterized  a  panel  of  some 34 

derivatives of diaza‐18‐crown‐6 ethers appended with two 8‐35 

hydroxyquinoline  groups  (DCHQs)  that  carry  task‐specific 36 

substituents in position 2, 4 or 5 of the quinoline ring system. 37 

This results in sensing dyes that show interesting applications 38 

to measure the cell magnesium content and distribution. 10,11 39 

The photophysical properties of this class of compounds are 40 

determined by  the presence of  the derivatives of  the well‐41 

known  8‐hydroxyquinoline  dye.  Among  these,  the  probe 42 

named  DCHQ5,  composed  of  an  N,N′‐bis‐((8‐hydroxy‐7‐43 

quinolinyl)methyl)‐1,10‐diaza‐18‐crown‐6  ether  bearing  a 44 
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phenyl  group  as  a  substituent  in  position  5  of  each 45 

hydroxyquinoline arm (Fig. 1A), showed prominent features.  46 

 47 

  48 
Fig. 1 Characteristics of DCHQ5: 49 
A) Chemical structure of DCHQ5. 50 
B)  Confocal microscopy  image  (λexc  =  488  nm)  of  SaOS‐2 51 
human osteosarcoma cells stained with DCHQ5 10 µM. 52 
C) DCHQ5  (15 µM)  fluorescence spectra  (λexc = 360 nm) of 53 
sonicated samples of control (Ctrl, red line) and Mg‐deprived 54 
(‐Mg,  blue  line)  SaOS‐2  cells.  Results  from  a  typical 55 
experiment.  56 
D)  Total  intracellular  Mg  concentrations  quantified  by 57 
fluorimetric DCHQ5 assay 12,13 in sonicated samples of control 58 
(Ctrl, red bar) and Mg‐deprived (‐Mg, blue bar) SaOS‐2 cells.  59 
The concentrations assessed were 41.4 ±  3.9 mM and 22.3  ± 60 
9.9  mM  respectively.  Data  are  reported  as  mean  ±  SD. 61 
Statistical significance was determined using Student’s t test 62 
(*p < 0.05). 63 
 64 
In fact, the fluorescent dye DCHQ5 owns the unique analytical 65 

capability  to  quantify  the  total  intracellular  magnesium 66 

content  by  fluorimetric  assay  and  shows  enhanced 67 

characteristics as compared with  the other members of  the 68 

panel.12  It  displays  high  fluorescence  intensity  upon  cation 69 

binding  (Fig. 1C) and  intense  intracellular  staining  (Fig. 1B), 70 

great intracellular retention and a notable fluorescence signal 71 

stability.10 Furthermore, it provides the advantage of effective 72 

excitation both  in  the UV and visible  (488 nm) wavelengths 73 

ranges,11 opening  the possibility  to exploit the dye  for FLIM 74 

measurements.  75 

Indeed,  it  is  known  that  in  biological  samples  the 76 

autofluorescence  might  present  serious  competition  with 77 

exogenous dyes in lifetime imaging, and it is typically stronger 78 

at shorter wavelengths.  At this extent, green‐fluorescent dyes 79 

commercially available, with excitation  ideally  suited  to  the 80 

488 nm  laser  line, were  used  to  differentiate  between  the 81 

extrinsic  label and  the autofluorescence.14 The  fluorescence 82 

decay of several members of the DCHQ family were examined 83 

in  different  cell  lines  by  single‐photon  counting 84 

spectrofluorimetry. The decay can be conveniently fitted only 85 

if  two  different  excited‐state  lifetimes  are  considered.  The 86 

two observed lifetimes are similar in the different cell lines for 87 

all the dyes tested, with a short decay time 1 (few ns) and a 88 

much longer decay time 2 (>10 ns).7  89 

It  is  unlikely  that  the  two  lifetimes  reflect  the  bound  and 90 

unbound state of the dye due to the DCHQ5 physical chemical 91 

properties11.  In fact, we reported that  i) the fluorescence of 92 

the  dye  bound  to Mg  is  up  to  21  times  higher  than  the 93 

fluorescence  intensity  of  the  unbound  DCHQ5;  and  ii)  the 94 

proportion  of  the  unbound  dye  is  by  several  orders  of 95 

magnitude lower of the bound dye due to the very low Kd of 96 

DCHQ5 (83 M)11. 97 

The most  straightforward  interpretation of  the existence of 98 

two  families  of  excited‐states  characterized  by  different 99 

lifetimes is that the probe molecules are surrounded by two 100 

different  environments,  a more polar one  that  is  likely  the 101 

cytosol, resulting in 1, and a less polar one when the probe is 102 

localized,  for example  in membranes,  leading to 2.  Indeed, 103 

there  is experimental evidence that hydrophobic derivatives 104 

of  hydroxyquinoline  preferentially  distribute  into  lipophilic 105 

moieties.15 Hence, the hydrophobic nature of DCHQ dyes and 106 

the  aforementioned  lifetime  measurements  could  led  to 107 

hypothesize that the fluorescence enhancement obtained  in 108 

intact cells  is generated by  the entrapment of  the probe  in 109 

membrane  compartments.16  However,  this  characteristic 110 

would  represent a  serious drawback, preventing  the use of 111 

the  fluorescent dye  for magnesium quantitative assessment 112 

in  live  cells  by  confocal  imaging.  Different  lifetimes 113 

corresponding to different intracellular compartments may in 114 

principle hamper the assessment of the intracellular content 115 

of  Mg  by  steady  state  imaging  techniques.  In  fact,  the 116 

fluorescence  quantum  yield  is  proportional  to  the 117 

fluorescence  lifetime16  and  the  enhancement  of  the 118 

fluorescence signal in certain regions of the cell could wrongly 119 

be ascribed to a higher Mg concentration. Therefore, the need 120 

to  explore  the  intracellular  spatial  distribution  of  the 121 

fluorescence  decay  of  the  dye  becomes  of  paramount 122 

importance.  This  information will provide  the  experimental 123 

evidence about the possibility to expand the application of the 124 

DCHQ5 dye to quantitative imaging techniques.  125 

In  addition  to  inspect  whether  the  spatial  distribution  of 126 

lifetimes  is  influenced by the dye compartmentalization, we 127 

also wanted to inspect how in the same cellular environment 128 

(i.e. same cell type) a different Mg content affects FLIM maps. 129 

 130 
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 131 

To this aim, we exploited two sister cell lines SaOS‐2: control 132 
and Mg‐deprived,  purposely  prepared  to  contain  different 133 
amount  of  total  intracellular  Mg  (see  supplementary 134 
information).  The  total  intracellular  Mg  concentrations  of 135 
these  two  cell  lines was  quantified  by  fluorimetric  DCHQ5 136 
assay  resulting  to be: 41.4 ± 3.9 mM  in control SaOS‐2 and 137 
22.3 ± 9.9 mM in Mg‐deprived SaOS‐2 as reported in (Fig. 1D). 138 
We  employed  the  DCHQ5  dye  to  perform  fluorescence 139 

lifetime  imaging  in  samples  of  the  same  control  and  Mg 140 

deprived SaOS‐2  live cells to explore:  i) the capability of this 141 

dye to provide FLIM maps under visible light excitation; ii) the 142 

implications  for magnesium  assessment  in  cells  that derive 143 

from an uneven distribution of excited‐states with different 144 

lifetimes;  and  iii)  the  possible  FLIM  applications  for 145 

quantitative  biological  imaging  of magnesium.  As  a  typical 146 

example  of  the  results  obtained,  Fig.  2B  reports  the decay 147 

curves measured from two different areas (the AOIs indicated 148 

in the steady state fluorescence image in Fig. 2A) of a SaOS‐2 149 

cell. The best model to account for the fluorescence of all the 150 

cells considered in the present experiment proved to be a bi‐151 

exponential function with an offset, which was included in the 152 

model to account for and allow the removal of any unspecific 153 

long  living  emission,  mainly  due  to  the  optical  elements 154 

(especially  the  microscope  objective).  The  bi‐exponential 155 

fitting,  consistently with  previous  experiments,  identified  a 156 

short decay  time  1 with higher amplitude A1 and  ten‐fold 157 

longer decay time 2 with corresponding lower amplitude A2 158 

(Fig.  2C).  Comparable  lifetime  values were measured  from 159 

both areas, despite the different intensity. Actually, the strong 160 

difference  in  the  steady  state  fluorescence  signal  detected 161 

from the two areas can be attributed only to the amplitudes, 162 

which  both  reduce  by  a  factor  of  two  in  the  AOI  2, 163 

characterized by weaker fluorescence, thus  leaving the ratio 164 

of the amplitude terms roughly unchanged. 165 

Fig. 3 shows  the  lifetime and amplitude maps  for  the same 166 

SaOS‐2 cell as in Fig. 2. The maps present the typical “salt and 167 

pepper”  noise  (Poisson  noise)  ascribable  to  the  limited 168 

number of photons per pixel that mainly affects the  images 169 

acquired at long delays after the excitation pulses. 170 

Notwithstanding the noise, the lifetime maps (Fig. 3C and D) 171 

show neither  spatial  features, nor  any  correlation with  the 172 

steady state fluorescence intensity (Fig. 2A). At variance, the 173 

amplitude  maps  match  the  pattern  of  the  steady  state 174 

fluorescence image. This confirms that the spatial variation of 175 

the  fluorescence  intensity  stems  from  the  amplitude 176 

variation, which, according to a simple model, measures the 177 

spatial  concentration of  the probe. Consistent  results were 178 

obtained for all control SaOS‐2 cells. To test the dependence 179 

of  the  fluorescence  lifetimes maps and  their amplitudes on 180 

the  intracellular  concentration  of  magnesium,  FLIM  was 181 

performed also on Mg‐deprived SaOS‐2 (‐Mg) cells. 182 

The  experiment  confirmed  the  insensitivity  of  the  lifetime 183 

values to the magnesium concentration, which instead affects 184 

significantly the amplitude ratio (A1/A2) of the short living vs. 185 

long  living  fluorescent  components.  Fig.  4  displays  the 186 

boxplots of the lifetime ratio and the amplitude ratio for both 187 

cell  types  (control  (Ctrl)  and  Mg‐deprived  (‐Mg)  SaOS‐2), 188 

showing  that  comparable  lifetime  ratio  is  measured 189 

Fig. 2 A) Steady state fluorescence image of a typical SaOS‐2 190 

cell; B) Examples of bi‐exponential  fit with  residuals on  the 191 

fluorescence emission decay integrated over the pixels of AOI 192 

1, (high intensity) and AOI 2 (low intensity); C) Histograms of 193 

the amplitudes (a.u.) and lifetimes (ns) in AOIs 1 and 2. 194 
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independent  of  the  magnesium  concentration,  while  the 195 

amplitude ratio is significantly higher for control SaOS‐2 cells 196 

than for deprived ones (Mann‐Whitney test, p < 0.0001). This 197 

result  indicates  that  the  amplitudes  of  the  DCHQ5 198 

fluorescence  components  are  related  to  the  average  Mg 199 

intracellular content. Further, by the amplitude ratio (A1/A2) 200 

it is possible to distinguish between cells having a difference 201 

of about 20 mM in their total intracellular Mg concentration, 202 

as the case of the sister cell lines employed in this study (Fig. 203 

1D). However,  the  fluctuation of Mg concentration within a 204 

single cell is much smaller,17 making more challenging the task 205 

of mapping  local Mg  intracellular  compartmentalization.  In 206 

fact, in all the single cells analyzed we did not find a statistical 207 

relevant difference  in  the amplitude  ratio  (A1/A2) between 208 

the AOIs corresponding to different steady state fluorescence 209 

intensities, although the data reported in Fig. 3 might suggest 210 

a trend in the expected direction. 211 

 212 

 Fig. 3 Amplitude (a.u., A and B) and lifetime (ns, C and D) 213 

maps of the short (A, C) and long (B, D) living fluorescent 214 

components measured in the SaOS‐2 cell shown in Fig. 2. 215 

The  experiment  confirmed  the  insensitivity  of  the  lifetime 216 

values to the magnesium concentration, which instead affects 217 

significantly the amplitude ratio (A1/A2) of the short living vs. 218 

long  living  fluorescent  components.  Fig.  4  displays  the 219 

boxplots of the lifetime ratio and the amplitude ratio for both 220 

cell  types  (control  (Ctrl)  and  Mg‐deprived  (‐Mg)  SaOS‐2), 221 

showing  that  comparable  lifetime  ratio  is  measured 222 

independent  of  the  magnesium  concentration,  while  the 223 

amplitude ratio is significantly higher for control SaOS‐2 cells 224 

than for deprived ones (Mann‐Whitney test, p < 0.0001). This 225 

result  indicates  that  the  amplitudes  of  the  DCHQ5 226 

fluorescence  components  are  related  to  the  average  Mg 227 

intracellular content. Further, by the amplitude ratio (A1/A2) 228 

it is possible to distinguish between cells having a difference 229 

of about 20 mM in their total intracellular Mg concentration, 230 

as the case of the sister cell lines employed in this study (Fig. 231 

1D). However,  the  fluctuation of Mg concentration within a 232 

single cell is much smaller,17 making more challenging the task 233 

of mapping  local Mg  intracellular  compartmentalization.  In 234 

fact, in all the single cells analyzed we did not find a statistical 235 

relevant difference  in  the amplitude  ratio  (A1/A2) between 236 

the AOIs corresponding to different steady state fluorescence 237 

intensities, although the data reported in Fig. 3 might suggest 238 

a trend in the expected direction. 239 

We  also  performed  analogous  measurements  on  an 240 

additional cell  line of human colon carcinoma (LoVo) known 241 

to have a lower intracellular Mg concentration with respect to 242 

SaOS‐2 cells17(Suppl.  Inf Fig 1S and table 1S). The amplitude 243 

ratio  of  LoVo  cells  is  lower  than  that  of  SaOS‐2,  which  is 244 

consistent  with  the  different  intracellular  Mg  content. 245 

However,  it  should be pointed out  that different  cell  lines, 246 

coming from different tissues have different biochemical and 247 

metabolic  characteristics,  making  the  comparison  less 248 

significant than that obtained comparing same cell types. 249 

   250 
Fig.  4  Boxplot  of  the  fluorescence  amplitude  ratio  (A)  and 251 

lifetime ratio (B) obtained from control (Ctrl) and Mg‐deprived 252 

(‐Mg) SaOS‐2 cells. 253 

Conclusions 254 

In conclusion, we present  the  first detailed analysis of FLIM 255 

applications  for  Mg  cell  imaging.  We  employed  the 256 

fluorescent  dye  DCHQ5,  a  derivative  of  diaza‐18‐crown‐6 257 

ethers  appended  with  two  8‐hydroxyquinoline  groups, 258 

obtaining  FLIM maps  of magnesium  in  live  cells  and most 259 

important showing  that  the ratio of  the amplitude  terms of 260 

the bi‐exponential equation of the fluorescence lifetime decay 261 

is  related  to  the  average  magnesium  intracellular 262 

concentration. 263 

We provided  the evidence  that  information on  intracellular 264 

Magnesium  concentration  can  be  obtained  performing 265 
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(steady state) confocal  imaging of  the proposed  fluorescent 266 

probe  under  visible  light  excitation,  as  the  time  domain 267 

features of its fluorescence are not affected by its subcellular 268 

compartmentalization.  In addition, using  the  same cell  type 269 

with a difference in Mg content, we determined that the Mg 270 

intracellular  concentration  influences  the  amplitude  of  the 271 

lifetime decay relying on the fact that any changes in the FLIM 272 

data  can  only  originate  from  changes  in  Mg  intracellular 273 

concentration. It should be underlined that these conclusions 274 

could not be drawn by comparing different cell  lines, which, 275 

although having different Mg  concentration, also have very 276 

different  intracellular  environment,  coming  from  different 277 

tissues  and/or  different  animal  species,  eventually  having 278 

different biochemical and physiological characteristics. 279 

 From a more general perspective, these results represent a 280 

proof‐of‐principle  for  the  application  of  FLIM  to  element 281 

analysis in live cells. More in particular, they indicate that the 282 

analytical properties of DCHQ5 can be potentially exploited to 283 

perform Mg  quantitative  imaging  analysis  by  conventional 284 

confocal microscopy. 285 
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