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In memoriam Craig West

Die beachtenswerten und besonderen Eigenschaften von
Lipidmembranen haben das Interesse von vielen biologisch
orientierten Chemikern geweckt. Mit fortlaufend genauerer
Beschreibung des Verhaltens von Membranen entstehen
ständig neue Herausforderungen. Dazu zählt die Abschät-
zung der Wechselwirkungen, die zwischen Doppelschichten
und natürlichen oder synthetischen Verbindungen bestehen.
Dafür sind Riesenvesikel[1±4] als kugelförmige Ansammlungen
von Lipiddoppelschichten mit Durchmessern von 5 ± 200 mm
ideale Studienobjekte, da sie die Möglichkeit bieten, Mem-
branen zu isolieren, zu manipulieren und unter dem Licht-
mikroskop direkt zu beobachten.[5] Hier beschreiben wir die
Wirkungen von Digitonin auf Riesenvesikel. Digitonin
(Abb. 1) ist ein Naturstoff aus der Familie der Saponine und
wird aus dem Europäischen Fingerhut (Digitalis purpurea)
isoliert. Das Steroid-Pentasaccharid ist dafür bekannt, in
Erythrozyten und anderen cholesterinhaltigen Zellen Lyse
hervorzurufen. Wie wir hier darlegen werden, wirkt Digitonin
als selektiver chemischer ¹Auslöserª auf die Membranschich-
tung.[6]

Zuordnung spricht, ist die Verbreiterung der Basis des Signals
bei d� 185. Diese Verbreiterung wird auf die B-C-Kopplung
zurückgeführt.

Raman-Messungen an Einkristallen und an pulverförmigen
Proben von Ca5Cl3(C2)(CBC) ergaben reproduzierbare Si-
gnale bei 1885 und 1495 cmÿ1, wobei das erste Signal der
symmetrischen C-C-Streckschwingung zuzuordnen ist (Ta-
belle 2).

Experimentelles

Alle Arbeiten wurden unter striktem Ausschluû von Sauerstoff und
Luftfeuchtigkeit unter Argon in einer Handschuhbox (M. Braun, Gar-
ching) durchgeführt.

Bei dem Versuch, ¹Ca4Cl3BC2ª herzustellen, entstanden wenige dünne,
orangebraune, transparente und rechteckige Plättchen der Titelverbin-
dung. Gezielt kann Ca5Cl3(C2)(CBC) durch Umsetzung von Ca, CaCl2, B
und Graphit in dem der Formel entsprechenden Mengenverhältnis
erhalten werden.

Zur Synthese der reinen Verbindung wurden 7 mmol (280.6 mg) Ca
(ABCR, 99.99 %), 2 mmol (21.7 mg) B (ABCR, 99.7 %), 8 mmol (96.1 mg)
Graphit (Merck, reinst, 4 h bei 670 K im Vakuum ausgeheizt) und 3 mmol
(333 mg) CaCl2 (Strem, 99.99%), 4 h im HCl-Gasstrom bei 670 K getrock-
net) umgesetzt. Die Reaktanten wurden in einer quarzglasummantelten
Tantalampulle mit einer Aufheizgeschwindigkeit von 10 Khÿ1 auf 1170 K
erhitzt und mindestens 4 d bei dieser Temperatur belassen. Man kühlte mit
10 Khÿ1 auf Raumtemperatur ab (die Produkte waren röntgenographisch
rein, 13C-MAS-NMR- und Raman-spektroskopisch konnten Ca3Cl2C3-
Verunreinigungen nachgewiesen werden). Ein nach dieser Methode
erhaltener Einkristall wurde unter einem Mikroskop in der Handschuhbox
ausgewählt und in ein Markröhrchen eingeschmolzen.

Zur Herstellung des für die 13C-MAS-NMR-Spektroskopie benötigten
Ca5Cl3(C2)(CBC) wurde die gleiche Synthesevorschrift verwendet, aber
etwa 10 % des eingesetzten Graphits wurden durch 13C (99 %, amorph,
Chemotrade) ersetzt.
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Abb. 1. Struktur des Steroid-Saponins Digitonin aus Digitalis purpurea.

Saponine wie Digitonin werden als Schäummittel, Wasch-
mittel, Süûstoffe und Zusatzstoffe vielfältig eingesetzt,[7, 8]

doch vermutlich am faszinierendsten ist ihre Fähigkeit, in
Lipidmembranen einzudringen und 1:1-Komplexe mit Chole-
sterin zu bilden.[9±11] Diese nicht genau bekannte Komplexie-
rung wird für die lytische Aktivität bei cholesterinhaltigen
Zellen verantwortlich gemacht. Es wurden bereits Lösungen
kleiner Vesikel (ca. 100 nm Durchmesser) verwendet, um die
Saponin-induzierte Zerstörung zu untersuchen.[12±20] Wir nutz-
ten den Vorteil, daû Riesenvesikel unter dem Lichtmikroskop
sichtbar sind, um die Wirkung von Digitonin auf cholesterin-
haltige Phospholipid-Membranen zu untersuchen.

Riesenvesikel aus Phosphatidylcholin (z.B. 1-Stearoyl-2-
oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin (SOPC) oder 1-Palmitoyl-
2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin (POPC)) wiesen in Ab-
wesenheit membrangebundener Steroide keine sichtbaren
morphologischen Veränderungen auf, selbst nach über 100
Digitonin-Injektionen (je 2.7� 0.5 pL mit 2.5 mgmLÿ1). Da-
gegen ergab der Einschluû eines Steroids wie Cholesterin
oder Ergosterin eine reproduzierbare Digitonin-induzierte
Zersetzung der Vesikel. So zerstörte eine einzige externe
Mikroinjektion von Digitonin (2.7 pL mit 2.5 mg mLÿ1) im
Abstand von 5 mm zu einem Riesenvesikel aus SOPC/50 %
Cholesterin die Struktur in 1.5 s völlig. Es blieb nur eine
Masse aus Niederschlägen und amorphem Lipidmaterial
zurück.

Bei noch geringeren Konzentrationen von injiziertem
Digitonin oder einem geringeren Prozentsatz von membran-
gebundenem Cholesterin konnten dazwischenliegende Mor-
phologien beobachtet werden. Zum Beispiel entstanden
durch Hinzufügen von Digitoninlösung (2.7 pL mit
1.25 mg mLÿ1) zu einem POPC/33 %-Cholesterin-Riesenvesi-
kel übergangsweise becherförmige (¹nanocupª-) Strukturen
(Abb. 2).[21] Ein stabiler Komplex am Rand des Risses scheint
den Wiederverschluû der Kugel zu verhindern. Tatsächlich
zerfiel das Vesikel innerhalb von 30 s durch die weitere
Ausdehnung der kreisförmigen Öffnung völlig. Interessanter-
weise behielt der intakte Teil des Vesikels während des
gesamten Vorgangs seine kugelförmige Wölbung.

In etwa 25 % der Versuche wurden Fasern von 3 ± 10 mm
Länge am Rande der Vesikel beobachtet (Abb. 3). Auch in
submikroskopischen Vesikeln wurden elektronenmikrosko-
pisch Fasern entdeckt,[17±19] von denen angenommen wird, daû
sie nur aus Saponin-Steroid-Komplexen bestehen. Damit

Abb. 2. Zerreiûen und graduelle Zersetzung eines 67 mm groûen Vesikels
aus POPC/33Mol-% Cholesterin nach einmaliger Injektion einer Digito-
ninlösung (2.7 pL; 1.25 mg mLÿ1). Als Übergang sind ¹nanocupª-Morpho-
logien (Mikrophotographien D ± F) sichtbar. Balken: 25 mm; Zeit: 30 s.

Abb. 3. A) Nach vier Injektionen Digitonin (je 2.7 pL mit 2.5 mg mLÿ1)
über einen Zeitraum von 16 s erstrecken sich faserige Röhren von der
Oberfläche eines zerrissenen Vesikels aus SOPC/10Mol-% Cholesterin.
Die Röhren zogen sich 10 s nach der anfänglichen Bildung auf die
Oberfläche der Struktur zurück. B) Vergröûerte Ansicht der faserigen
Strukturen. Balken: 25 mm.

überschneiden sich kleine und groûe Vesikel bezüglich ihres
Verhaltens trotz stark unterschiedlicher Krümmung. Im Fall
der Riesenvesikel existieren die Fasern jedoch nur vorüber-
gehend: Nach weniger als 10 s werden sie auf die Vesikel-
oberfläche zurückgezogen. Die Visualisierung solcher dyna-
mischer Prozesse ist ein groûer Vorteil der Lichtmikroskopie
gegenüber der Elektronenmikroskopie.

Abbildung 4 gibt das molekulare Verhältnis von Digitonin
zu Cholesterin an, das zur Zerstörung von SOPC/Cholesterin-
Riesenvesikeln nötig ist. Die Datenpunkte beruhen auf der
minimal benötigten Menge an injiziertem Digitonin, um in
einem isolierten Riesenvesikel einen Riû hervorzurufen.
Zwei Schluûfolgerungen lassen sich aus den Ergebnissen
ableiten: a) Sowohl mit 10 % Cholesterin (oberer Graph) als
auch mit 50 % Cholesterin (unterer Graph) ist die Vesikel-
gröûe kein entscheidender Faktor innerhalb des Bereichs von
30 ± 70 mm Durchmesser; b) das Digitonin/Cholesterin-Ver-
hältnis sinkt von ca. 3 (bei 10 % Cholesterin) auf ca. 0.15 (bei



ZUSCHRIFTEN

Angew. Chem. 1998, 110, Nr. 24 � WILEY-VCH Verlag GmbH, D-69451 Weinheim, 1998 0044-8249/98/11024-3623 $ 17.50+.50/0 3623

Abb. 4. Das molekulare Verhältnis von Digitonin zu Chole-
sterin für die Mikroinjektions-Experimente mit SOPC/Chole-
sterin-Vesikel, ausgehend von der minimal benötigten Menge
an injizierter Digitoninlösung, um Riesenvesikel einer be-
stimmten Gröûe und Zusammensetzung zu zerreiûen. (n)
SOPC/10Mol-% Cholesterin; (s) SOPC/50Mol-% Choleste-
rin. Die Fehlerbalken betragen �19%, bezogen auf die
Standardabweichung des Injektionsvolumens. Die Zahl der
Cholesterinmoleküle pro Vesikel wurden bei 15 8C über das
Fläche/Molekül-Verhältnis nach der Methode von Needham
und Nunn[22] bestimmt.

50 % Cholesterin) ab; Cholesterin führt also eindeutig zur
erhöhten Empfindlichkeit der SOPC-Doppelschichten ge-
genüber Digitonin und der dadurch ausgelösten Zerstörung.
Normalerweise nimmt man von Cholesterin an, daû es die
Widerstandsfähigkeit von Membranen gegenüber streûbe-
dingtem Zerreiûen erhöht.[1, 23] Die Bildung eines unlöslichen
Digitonin/Cholesterin-Komplexes innerhalb der Mem-
bran[13, 19, 20] muû daher jeglichen stabilisierenden Effekt von
Cholesterin aufheben.

Ausgehend von diesen ersten Ergebnissen waren wir in der
Lage, das Zerreiûen von Riesenvesikeln in einer Gruppe von
zwei oder mehreren gezielt auszulösen. Die Selektivität
beruhte dabei auf dem Cholesterinanteil der Vesikel. Ab-
bildung 5 A zeigt zwei gegensätzlich geladene Vesikel, die
elektrostatisch bedingt ¹zusammengeschnapptª sind, wie
bereits beschrieben.[6] Das obere, kationische Vesikel enthielt
POPC, Didodecyldimethylammoniumbromid (DDAB) und
Cholesterin im molaren Verhältnis von 78/2/20. Das untere,
anionische Vesikel enthielt POPC sowie 1-Palmitoyl-2-oleoyl-
sn-glycero-phosphoglycerin (POPG) im molaren Verhältnis
von 98/2 und war somit frei von Cholesterin. Die entspre-
chenden Vesikel mit nur 2 % kationischen und anionischen
Lipidbestandteilen hafteten mehr als 2 h unverändert anein-
ander. Wurde aber das System einer einzigen Injektion von
Digitonin (2.5 mg mLÿ1) ausgesetzt, dann brachen die kat-
ionischen Vesikel, die 20 Mol-% Cholesterin enthielten, auf
(Abb. 5 B) und kollabierten auf das stabile anionische Vesikel
(Abb. 5 C, D). Eine teilweise Zersetzung auf dem anionischen
Vesikel konnte durch eine Bildprofilanalyse bestätigt werden
(Abb. 5 E, F), bei der eine bedeckte Membran in Region 2
entdeckt wurde. Dieses selektive Phänomen lieû sich leicht
reproduzieren. Wurde Cholesterin dem anionischen Vesikel
zugesetzt, dann zerriû dieses und kollabierte auf sein Nach-
barvesikel.

Der Beschichtungsprozeû wurde auch mit der Epi-Fluo-
reszenzmikroskopie sichtbar gemacht. Abbildung 6 A zeigt
zwei aneinander haftende Vesikel, das obere mit jeweils
12 Mol-% Cholesterin und 4-(4-(Dihexadecylamino)styryl)-
N-methylpyridiniumiodid (DiA; einem membranlöslichen
Fluoreszenzfarbstoff). Da das untere Vesikel keinen dieser
Bestandteile enthielt, fluoreszierte nur das obere Vesikel mit
dem Farbstoff (Abb. 6 B). Bei Zugabe von Digitonin zer-
platzte das obere Vesikel und kollabierte auf das untere, was
eine aufgrund der Fluoreszenz beobachtbare teilweise Bedek-
kung auslöste (Abb. 6 C).

Abb. 6. Ein durch A) Phasenkontrast und B) Epi-Fluoreszenz sichtbar
gemachtes 70 mm groûes cholesterinhaltiges, fluoreszenzmarkiertes Vesikel
(POPC/DDAB/DiA/Cholesterin, 85/2.5/0.5/12 Mol-%, obere rechte Ecke)
hängt an einem 67 mm groûen POPC/POPG-Vesikel (98/2 Mol-%). C) Epi-
Fluoreszenz-Ansicht eines statischen Vesikels mit einer Lipidschicht des
fluoreszenzmarkierten Vesikels, nachdem es durch die Zugabe von
Digitonin kollabiert ist (2.7 pL; 2.5 mg mLÿ1). Balken: 25 mm.

Diese Arbeit eröffnet neue Möglichkeiten für eine selek-
tive Freisetzung: Ein kontrollierbarer Prozentsatz einer un-
gleichartigen Population von Riesenvesikeln kann jetzt che-
misch dazu gebracht werden, ihren Inhalt freizugeben, wäh-
rend der Rest der Population intakt bleibt.[24]

Abb. 5. A) 34 mm groûe cholesterinhaltige Vesikel (POPC/DDAB/Cholesterin, 78/2/
20 Mol-%) wurden selektiv zerrissen, während sie an einem 40 mm groûen, chole-
sterinfreien Vesikel (POPC/POPG, 98/2 Mol-%) hafteten. Die Mikrophotographien
A ± C zeigen den fortschreitenden Zerfall des Vesikels nach einer einmaligen Injektion
von Digitoninlösung (2.7 pL mit 2.5 mg mLÿ1, t� 2 s). Die Mikrophotographie D zeigt
das intakt gebliebene Vesikel, dessen teilweise Bedeckung durch ein Intensitätsprofil
bestätigt wird (E, F). Der helle Punkt auf dem Vesikel bestand aus einem Niederschlag
oder einem anormalen Lipidcluster. Balken: 25 mm.
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Experimentelles

Digitonin (Boehringer Mannheim) wurde nach der Methode von Kun et al.
gereinigt (45 %).[25] Elementaranalyse: ber. für C56H92O29: C 54.71, H 7.54;
gef. C 54.24, H 7.69%. Partikelgröûe (Coulter N4 Plus) von Dispersionen
von gereinigtem Digitonin in gefiltertem Wasser (Milli-Q) enthielten
Strukturen von 3 ± 8 nm Gröûe bei Konzentrationen von 0.5 ± 2.5 mg mLÿ1,
was auf das Vorhandensein von micellen- oder prämicellenartigen Aggre-
gaten hindeutet. DiA wurde von Molecular Probes (USA) bezogen. Die
Vesikel wurden nach der von Angelova et al.[26] entwickelten ¹Electrofor-
mationª-Methode hergestellt. Die folgende Vorgehensweise war reprä-
sentativ und wurde je nach Zusammensetzung leicht variiert: Ein Tropfen
(1 mL) der Lösung des Lipids oder der Lipidmischung (0.25 ± 1.0 mg mLÿ1 in
Diethylether/Methanol, 9/1) wurde auf zwei parallelen Pt-Drähten (0.5 mm
Duchmesser) des Apparates aufgebracht. Nachdem der Film mit einem
Stickstoffstrom 45 min getrocknet worden war, wurde der Apparat an
einen Wechselstrom angeschlossen, der von einem Funktionsgenerator
(33120A) erzeugt wurde, der an ein Oszilloskop (54600B, beide von
Hewlett-Packard) gekoppelt war (anfängliches n� 10 Hz; V� 0.1 V), und
die Kammer wurde mit �1.5 mL gefiltertem Wasser gefüllt. Die Spannung
(Oszilloskopanzeige) wurde bis auf 3 V erhöht, während die Frequenz
stufenweise bis auf 0.5 Hz innerhalb von 2 ± 5 h gesenkt wurde. Kugel-
förmige Riesenvesikel (vermutlich einschichtig oder aus nur wenigen
Doppelschichten bestehend)[27] mit Durchmessern von 10 ± 100 mm wurden
nach dem Abschalten des Stroms erhalten. Die Vesikelherstellungen nach
der ¹Electroformationª-Methode sowie die nachfolgenden Experimente
wurden bei einer Temperatur von 20 8C durchgeführt.

Haltepipetten und Injektionspipetten wurden aus G-1-Kapillarröhren von
Narishige mit einem horizontalen P-97-Pipettenzieher von Sutter herge-
stellt. Die Haltepipetten wurden weiter mit einem MF-9-Mikroamboû von
Narishige poliert. Die Handhabung der Vesikel erfolgte mit einem
Mikromanipulationsgetriebe von Narishige, das an einen PLT-188-Picoin-
jektor von Nikon angeschlossen war. Die Vesikel wurden mit den
Haltepipetten gegriffen und in der Nähe des Kammerbodens losgelassen,
um a) den Einfluû von zufälligen Luftströmen, die das Wasser durch-
strömen, zu verringern und b) den Vesikel-Draht-Lipidhaltestrang zu
zerreiûen.[27] Der Haltestrang, der bei durch die ¹Electroformationª-
Methode hergestellten Vesikeln zu finden war, ermöglicht den Austritt von
Wasser, was bedeutet, daû angebundene Vesikel keine vollständig ge-
schlossenen Kugeln sind. Das Fehlen eines Haltestrangs bei den nach
unserer Methode hergestellten Vesikeln wurde zum einen über Epi-
Fluoreszenzmikroskopie und zum anderen durch die Tatsache bestätigt,
daû diese Vesikel nicht erneut an den Draht banden, wenn sie losgelassen
wurden (wie es angebundene Vesikel tun). Mikroinjektionen von Digito-
ninlösungen wurden mit einem Druck von 0.21 bar, in einer Zeit von 50 ms
und einem Ausgleichsdruck (um die Kapillaraktion zu erleichtern)
von 0.042 ± 0.055 bar durchgeführt. Das Injektionsvolumen, das über
die durch optische Mikroskopie gemessene Leerung der Pipette abge-
schätzt wurde,[28] betrug durchschnittlich 2.7� 0.5 pL. Externe Mikroin-
jektionen wurden 5 ± 10 mm von der Vesikeloberfläche entfernt vorge-
nommen.

Zur Probenuntersuchung wurde eine Phasenkontrastmikroskopie durch-
geführt mit einem Diaphot-TMD-Mikroskop von Nikon zusammen mit
einer MTI-CCD-72-Festphasenkamera von Dage, einem AG-1960-SVHS-
Videorecorder von Panasonic, einem Argus-10-Bildprozessor von Hama-
matsu und einem Schwarzweiûmonitor von Sony. Dieses System wurde an
eine Micron-Millenia-166-PC-Workstation mit einer Image-Pro-Plus-Bild-
verarbeitungs-Software angeschlossen, von der Abbildungen mit einem
Tektronix-Phaser-440-Farbdrucker gedruckt wurden. Die Epi-Fluoreszenz-
mikroskopie wurde mit derselben Ausstattung durchgeführt, mit Aus-
nahme der CCD-Kamera, die durch eine MTI-VE-1000SIT-Schwachlicht-
Kamera von Dage ersetzt wurde sowie der verwendeten Filterkombina-
tionen von entweder Nikon V-2A (lAnregung� 380 ± 425 nm; lFilter� 450 nm)
oder B-2A (lAnregung� 450 ± 490 nm; lFilter� 520 nm).
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