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Einzelmolekiluntersuchungen

I m vergangenen Jahrzehnt wurde eine Reihe von fluoreszenz-

Angewandlfe .

Aus dem Inhalt

spektroskopischen Messverfahren entwickelt, um einzelne Mole-

kiile unter verschiedenen Bedingungen zu untersuchen. Mittler-
weile helfen etablierte einzelmolekiilempfindliche Fluoreszenz-
techniken bei der Aufklirung komplexer Zusammenhdnge in
unterschiedlichen Gebieten, von der Materialforschung bis hin zur

Zellbiologie. Was friiher visioniir erschien, etwa die Messung von

Beweglichkeit oder strukturellen Verinderungen einzelner Mo-

torproteine, oder der Nachweis von ,,Single-Copy“-Genen und die

Bestimmung ihres Abstands zu Polymerase-Molekiilen in den
Transkriptionszentren lebender Zellen, gilt nicht linger als un-
losbare Aufgabe. In diesem Aufsatz zeigen wir das Potenzial der
Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektroskopie bei der Losung mole-
kularbiologischer Probleme und diskutieren die Chancen der

optischen Einzelmolekiiltechniken in Verbindung mit intelligenten

Markierungsstrategien, um quantitative dreidimensionale Infor-
mationen iiber die dynamische Organisation in lebenden Zellen zu

erhalten.

1. Einfiihrung

In den vergangenen 20 Jahren schufen neue Technologien
und die Minimierung der Detektionsgrenze von Mikrosko-
pietechniken die Grundlage fiir die Erfiillung eines lang
gehegten Traums: Materie auf atomarer oder molekularer
Ebene zu detektieren, zu manipulieren und zu kontrollieren.
Erfolgreiche Ansdtze zur Detektion und Untersuchung ein-
zelner Atome oder Molekiile auf Oberflachen nutzten in der
Rastertunnelmikroskopie (STM)!'! oder der Rasterkraftmi-
kroskopie (AFM)® Nahfeldwechselwirkungen von tunneln-
den Elektronen bzw. Kriften mit scharfen Spitzen. Einzelne
Molekiile konnen aber auch mit optischen Methoden beob-
achtet werden, ohne dass Wechselwirkungen mit einer Spitze
erforderlich sind. Fortschritte in der optischen Spektroskopie
haben nicht nur die Detektion und Identifizierung frei
diffundierender oder immobilisierter Molekiile ermoglicht,
sondern es gelangen auch spektroskopische Messungen und
die Beobachtung dynamischer Prozesse.

Die Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektroskopie (single-
molecule fluorescence spectroscopy, SMFS) ist besonders
deswegen faszinierend, weil sie einen direkteren Ansatz
darstellt. Mithilfe von SMFS konnen wir Modelle, die iibli-
cherweise auf Vorstellungen individueller molekularer Sys-
teme beruhen, direkt mit experimentellen Beobachtungen
vergleichen. Im Unterschied zu Ensemblemessungen, mit
denen man nur gemittelte Informationen tiber durchschnitt-
liche Eigenschaften erhiilt, liefern Einzelmolekiilexperimente
Informationen iiber Individuen, Verteilungen und zeitliche
Veranderungen von Eigenschaften, die anderenfalls verbor-
gen bleiben. Durch die Beobachtung einer gemittelten Groe
kann nicht gekldart werden, ob einzelne Individuen leicht
unterschiedliche Eigenschaften zeigen (statische Unord-
nung), oder sich ihre Eigenschaften mit der Zeit verdndern
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(dynamische Unordnung). Da bei der SMFS nur ein Molekiil
betrachtet wird, kann auf jegliche Synchronisationsschritte,
z.B. zur Einleitung einer Konformationsdanderung, verzichtet
werden. Die SMFS ist daher eine vielseitige Methode zur
Beobachtung der Konformationsdynamik von Biopolymeren,
z.B. bei der Proteinfaltung oder der Kontaktbildung in
Peptiden, auf Einzelmolekiilniveau und auf einer Zeitskala,
die von Nanosekunden bis hin zu Sekunden reicht.

Eine der bekanntesten und reizvollsten SMFS-Anwen-
dungen ist die Sequenzierung eines einzelnen DNA-Strangs.
Im Gegensatz zu bisher iiblichen DNA-Sequenziermethoden,
die auf Sangers enzymatischer Kettenabbruchmethode beru-
hen, konnte eine Einzelmolekiilfluoreszenz-Methode die
Sequenz eines einzigen DNA-Fragments von mehreren zehn-
tausend Basen Linge theoretisch mit einer Geschwindigkeit
von mehreren hundert Basen pro Sekunde lesen, da man bei
diesem Konzept dem schrittweisen Einbau von DNA-Basen
in einen einzelnen DNA-Strang durch Polymerase-Enzyme
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Abbildung 1. Vorschlag fiir Polymerase- und Exonuclease-vermittelte Sequenzierung eines
einzelnen DNA-Molekiils: a) Die Polymerase oder DNA ist in Nullmoden-Wellenleiter(zero-
mode waveguide)-Nanostrukturen immobilisiert. Das schnelle Abklingen des einfallenden
Lichts am Eingang fiihrt zu einem effektiven Beobachtungsvolumen in der GréRenordnung
von Zeptolitern (1072 L)) Nullmoden-Wellenleiter ermdglichen daher einzelmolekiilspek-
troskopische Experimente mit mikromolaren Konzentrationen, die fur die effiziente enzyma-
tische DNA-Synthese benotigt werden.”™ Durch das kleine Beobachtungsvolumen liegt die
typische Aufenthaltsdauer eines frei diffundierenden fluoreszenzmarkierten Nucleotids im
Bereich einiger Mikrosekunden. Diese Aufenthaltsdauer vergréfert sich auf mehrere Millise-
kunden, wenn die Nucleotide von der DNA-Polymerase erkannt und in den wachsenden
DNA-Strang eingebaut werden. Dies ist ausreichend lang fiir eine fehlerfreie fluoreszenz-
spektroskopische Identifizierung. b) Bei der Exonuclease-vermittelten Sequenzierung sollte
die zu sequenzierende DNA zunichst mit einem biotinylierten Primer, einer DNA-Polymera-
se und vier Nucleotidtriphosphaten (dNTP) kopiert werden, wobei jeder Basentyp eine
andere Fluoreszenzmarkierung erhilt. Das einzelne DNA-Fragment wird an einen festen
Trager gekuppelt und mechanisch oder durch optisches Trapping in einen flieRenden Pro-
benstrom gebracht. Nach Zugabe einer 3'—5"-Exonuclease werden fluoreszierende Nucle-
otidmonophosphate abgespalten und in den Detektionsbereich iberfiihrt, wo sie anhand
ihrer Fluoreszenz identifiziert werden.”"¥2 Beide Methoden liefern die DNA-Sequenz
direkt als eine Folge von detektierten Signalen.

,zuschaut“ (Abbildung 1a):*”! Man identifiziert jede Base,
wihrend sie in den DNA-Strang eingebaut wird, und erhilt
direkt die Sequenz. Analog kénnte man den umgekehrten
Prozess beobachten: Ein einzelner DNA-Strang wird von
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einem Ende aus durch eine Exonuclease abge-
baut, und jede Base wird nach der Abspaltung
identifiziert (Abbildung 1b).5'Y Mehrere DNA-
Strdnge konnen nicht analysiert werden, da Un-
terschiede in den Einbau- bzw. Schneidegeschwin-
digkeiten eine zeitliche Synchronisation verhin-
dern. Diese elegante Alternative zu iiblichen
Sequenziertechniken bendtigt die denkbar ge-
ringste Menge an Ausgangsmaterial.

Obwohl das Konzept einfach erscheinen mag,
ist die Einzelmolekiilsequenzierung eine der
schwierigsten Aufgaben fiir Biologen, Chemiker
und Physiker. Aus biologischer Sicht stellt die
Verwendung fluoreszenzmarkierter Nucleotide
ein grofles Problem dar, denn die sperrigen Fluo-
reszenzfarbstoffe an den Nucleotiden konnten den
von Polymerase oder Exonuclease gesteuerten
Einbau bzw. Abbau behindern. Auflerdem sind
die Auswahl eines einzelnen DNA-Stranges und
die sichere Identifizierung jedes einzelnen Nuc-
leotids aufgrund der spektroskopischen Eigen-
schaften seiner Fluoreszenzmarkierung sehr
schwierig. Wihrend das Hauptziel, die Sequen-
zierung eines einzelnen DNA-Stranges, noch nicht
erreicht worden ist, tragt jeder Schritt dorthin zur
Entwicklung und Verbesserung von Analyseme-
thoden bei, die in der Lage sind, biochemische
Prozesse wie Enzymaktivititen auf Einzelmole-
kiilebene zu untersuchen.

Die heute bekannten hochauflésenden Me-
thoden wie Rontgenkristallographie und NMR-
Spektroskopie liefern ein detailliertes Bild der
Strukturen von Biomolekiilen, sind aber dadurch
beschrénkt, dass sie eine statische Beschreibung
der Molekiile geben und iiber Ensembles mitteln.
Einzelmolekiilmethoden bieten sich als Alterna-
tive an, da sie eine direktere Sichtweise des
Verhaltens von Molekiilen liefern, bei der die
Funktion nicht aus statischen Strukturen abgelei-
tet werden muss. Beispielsweise arbeiten viele

molekulare Maschinen, die fiir das Uberleben von Zellen
unerlésslich sind und Funktionen wie Replikation, Transkrip-
tion, Translation oder Proteinfaltung ausiiben, nicht synchro-
nisiert und kinetisch unterschiedlich. Um die Wirkungsweise
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solcher biomolekularer Einheiten oder Maschinen zu erkla-
ren, miissen Struktur und Funktion der Komponenten leben-
der Systeme ermittelt werden. Diese als Strukturbiologie
bezeichnete Forschungsrichtung ist mehr als alle anderen
Teilgebiete der Molekularbiologie auf den Fortschritt hoch
entwickelter Instrumente und Markierungsstrategien ange-
wiesen.

Mittlerweile wird die Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektro-
skopie in Physik, Chemie und Biologie weitldufig eingesetzt,
und zahlreiche Anwendungen sind in hervorragenden Uber-
sichtsartikeln zusammengefasst.'>*! Der anhaltende Erfolg
der SMFS stiitzt sich nicht nur auf die Entwicklung optischer
Einzelmolekiiltechniken, sondern auch auf ausgereifte orga-
nische Synthesemethoden und ein grofles Repertoire mole-
kularbiologischer Techniken. Dadurch dass Makromolekiile
an vielen verschiedenen Positionen spezifisch markiert
werden konnen, wird beispielsweise die Anwendung von
Spektroskopietechniken wie dem resonanten Fluoreszenz-
energietransfer (FRET) maoglich.!

Die meisten biologischen SMFS-Studien wurden in vitro
durchgefiihrt, d.h. die Molekiile wurden isoliert und oft
immobilisiert, um die Untersuchung zu vereinfachen und das
Hintergrundsignal zu minimieren. Das wichtigste Ziel ist
jedoch die Beobachtung der Molekiile in lebenden Zellen,
denn nur unter natiirlichen Bedingungen konnen wir das
native Verhalten einzelner Molekiile, beispielsweise unter
dem Einfluss von ,,Molecular Crowding*, beobachten. Kann
die SMFS erfolgreich zur Untersuchung von Ubertragungs-
wegen, Signalkaskaden oder RNA-Polymerasen wihrend der
Transkription im Zellkern einer lebenden Zelle genutzt
werden?

In diesem Aufsatz werden Fortschritte der Einzelmole-
kiilspektroskopie und -mikroskopie vorgestellt; der Schwer-
punkt liegt dabei auf biologischen Anwendungen. Zuerst
werden die Grundlagen der Detektion und Spektroskopie
einzelner fluoreszierender Molekiile erklirt. Im Besonderen
werden die Verdienste der Fernfeld- und konfokalen Mikro-
skopie diskutiert. AnschlieBend befassen wir uns mit ver-
schiedenen Energietransfermethoden, die es ermoglichen,
Abstandsdnderungen zwischen einzelnen Molekiilen nachzu-
vollziehen. Hierbei demonstrieren wir, was Multiparameter-
SMEFS-Techniken, kombiniert mit durchdachter Datenanaly-
se, bei der Untersuchung und Kontrolle von komplexen
Multichromophorsystemen und photonischen Leitern leisten,
und wie die Zahl sowie relative Orientierung der wechsel-
wirkenden Molekiile bestimmt werden konnen. Dartiber
hinaus beschreiben wir neue Techniken wie die Prézisions-
distanzmikroskopie zur Messung von Abstinden zwischen
einzelnen Molekiilen unterhalb der optischen Auflosungs-
grenze. Es werden Beispiele angefiihrt, wie jeder spektrosko-
pisch zugéngliche Parameter das Verstdndnis von komplexen
biologischen Systemen verbessert. Den Abschluss bildet ein
Ausblick, wie SMFS in Kombination mit optischen Pinzetten,
neuen Markierungsstrategien und anderen Spektroskopie-
techniken, wie der oberflichenverstirkten Raman-Spektro-
skopie, wichtige Beitrdge zur Erforschung lebender Zellen
leisten kann.
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2. Grundlagen und technische Entwicklungen in der
Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektroskopie

Wenn man sich all die technischen Entwicklungen und
wissenschaftlichen Anstrengungen vor Augen fiihrt, die fiir
die ersten erfolgreichen Detektionen einzelner Molekiile
1989E und 199052 notig waren, so erstaunt es, dass schon das
an die Lichtverhiltnisse angepasste menschliche Auge und
ein Mikroskop mit hoher Sammeleffizienz geniigen, um
einzelne Rhodamin-Farbstoffmolekiile anhand ihres Fluores-
zenzsignals zu detektieren. Daher werden fiir die SMFS eine
Reihe unterschiedlicher Mikroskopietechniken verwendet,
unter denen die Fernfeldmikroskopie mit einem modernen
CCD-Detektor die einfachste ist.

Wenn unsere ,,Hauptfigur®, normalerweise ein Farbstoff-
molekiil, Laserlicht ausgesetzt ist, wird es aus dem Grundzu-
stand, S, in hohere vibronische Niveaus des ersten angereg-
ten Zustands, S, angeregt, worauf eine schnelle strahlungs-
lose Relaxation in den niedrigsten S;-Zustand folgt. Die
optische Séttigung ist dann erreicht, wenn das Farbstoffmo-
lekiil mit der hochstmoglichen Geschwindigkeit zwischen den
Zustdnden S, und S; wechselt. Diese Geschwindigkeit hingt
von der Fluoreszenzlebensdauer 7; des Farbstoffmolekiils ab
(Abbildung 2a). Mehrere Desaktivierungswege in den Trip-
lettzustand, wie das Intersystem Crossing, konkurrieren mit
der Fluoreszenzemission und reduzieren so die Zahl emit-
tierter Photonen. AuBerdem ist die Zahl der Photonen, die
von einem einzelnen Molekiil emittiert werden konnen,
durch irreversible Photozerstorungsprozesse begrenzt. Diese
Photozerstorung ist eine intrinsische Eigenschaft aller kon-
ventionellen organischen Farbstoffmolekiile. Gewohnliche
Farbstoffmolekiile konnen bis zu 10° Photonen emittieren,
bevor sie irreversibel zerstort werden. Normalerweise wird
das Fluoreszenzsignal durch die Auswahl geeigneter Farb-
stoffe mit einem hohen Extinktionskoeffizienten £(1) bei der
Anregungswellenlinge A, einer hohen Fluoreszenzquanten-
ausbeute @ und hoher Photostabilitit verbessert. Zusétzlich
sollte die Fluoreszenzlebensdauer des Farbstoff kurz sein (im
Nanosekundenbereich), sodass er schnelle Anregungs-Emis-
sions-Zyklen ausfithren kann, und er sollte keine oder nur
wenige Fluoreszenzunterbrechungen (,,Aus“-Zustéinde),
etwa durch Uberginge in den Triplettzustand, aufweisen.

Der wichtigste Parameter in der SMFS ist das Signal-
Rausch(S/R)-Verhiltnis. In Bezug auf das Rauschen des
beobachteten Signals ist das Schrotrauschen (shot noise) am
wichtigsten, da es das S/R-Verhéltnis grundsétzlich begrenzt.
Unter realen Bedingungen muss zudem das Hintergrundrau-
schen (background shot noise) beachtet werden. Wenn das
Signal-Hintergrund(S/H)-Verhéltnis groB ist, tragen fast alle
detektierten Photonen zur Bildinformation bei, und das
Signal-Rausch-Verhiltnis ndhert sich dem Wert n’ (fiir ein
Signal aus n Photonen). Bei kleinen S/H-Verhiltnissen kann
das erwartete Signal im Hintergrundrauschen untergehen,
wobei sich das S/R-Verhiltnis null annédhert. Der Hintergrund
stammt hauptséchlich von elastischen (Rayleigh-) und inelas-
tischen (Raman-)Streuvorgingen an Losungsmittelmolekii-
len sowie von autofluoreszierenden Verunreinigungen. Wih-
rend Rayleigh-Streuung durch optische Filter effektiv unter-
driickt werden kann, ist die Raman-Streuung, die direkt von
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Abbildung 2. a) Ein allgemeines Modell mit drei elektronischen Zu-
stinden beschreibt das photophysikalische Verhalten einzelner fluores-
zierender Molekiile im Laserfokus. b) Die Beobachtung von Fluores-
zenzsignalen einer 107" M wissrigen Cy5-Lésung in aufeinander fol-
genden 1-ms-Zeitfenstern (Zahlrate v, gegen Zeit t), aufgenommen
durch konfokale Fluoreszenzmikroskopie mit gepulster Laseranregung
bei 635 nm. Durchwandert ein Molekiil das Beobachtungsvolumen, so
werden bis zu 200 Photonen pro Millisekunde detektiert. c) Fluores-
zenzintensititskurve eines auf einem trockenen Deckglas immobilisier-
ten einzelnen Cy5-Molekiils. Das Beispiel veranschaulicht ein allgemei-
nes Verhalten: Fluktuationen in der Fluoreszenzintensitit einzelner
Molekiile, da Quanteniiberginge zwischen diskreten ,,An‘“- und nicht-
emittierenden , Aus“-Zustinden, z. B. Triplettzustinden, mit hoher bzw.
niedriger Intensitat auftreten. Nach ca. 5.6 s wird der Farbstoff irrever-
sibel photozerstért, was zum plétzlichen Abfallen der Fluoreszenz-
intensitat fuhrt.
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zelmolekiilexperimenten wiinschenswert, mit Farbstoffen zu
arbeiten, die im roten Spektralbereich absorbieren und
emittieren. Nur wenige autofluoreszierende Verbindungen
sind bekannt, die eine intrinsische Absorption und Emission
oberhalb von 600 nm aufweisen."!

Da der Beitrag der Storquellen direkt proportional zur
Zahl der Molekiille im Anregungsvolumen ist, stellt die
Reduktion des Anregungs-/Detektionsvolumens den Schliis-
sel zu einem hohen S/R-Verhiltnis dar. Eine SMFS-Methode
beruht auf der hydrodynamischen Fokussierung eines Pro-
benstroms in Durchflusskiivetten auf <10 um Schichtdicke
in Kombination mit gepulster Laseranregung und torgeschal-
teter Detektion zur Unterdriickung von Raman- und Ray-
leigh-Streuung.! Eine weitere Reduktion des Anregungsvo-
lumens gelingt durch Laseranregung in einer 1) konfokalen,
2) evaneszenten oder 3) Nahfeldkonfiguration.

Nahfeldmikroskopie = (Near-Field Scanning Optical
Microscopy, NSOM) wurde urspriinglich zur Uberwindung
der optischen Beugungsgrenze entwickelt, die die raumliche
Auflosung konventioneller optischer Verfahren auf ungeféhr
die halbe Wellenlinge des Lichts limitiert.***! Mit NSOM
erreicht man eine optische Auflosung unterhalb der Beu-
gungsgrenze, in der GroBenordnung von 50-100 nm. Dies
gelingt dadurch, dass die Probe in einer Entfernung von etwa
5-10 nm zu einer optischen Apertur positioniert wird, die
kleiner als die Wellenldnge ist. Somit erfahren die Photonen
aus der Apertur keine Beugung (Abbildung 3a). Den Vor-
teilen der NSOM, wie der Fihigkeit, spektroskopische mit
topographischen Informationen zu verkniipfen, stehen einige
Nachteile gegeniiber, z. B. die Beeinflussung der Probe durch
die nahe Spitze. Die NSOM deckt ein weites Forschungsfeld
ab und findet selbst in der Biologie Anwendung, wenn
gleichzeitig topographische und einzelmolekiilempfindliche
Fluoreszenzbilder auf den Membranen lebender Zellen auf-
genommen werden sollen. ]

Bei der konfokalen Mikroskopie wird ein Laserstrahl in
einer Probe mithilfe eines Ol- oder Wasserimmersionsobjek-
tivs hoher numerischer Apertur nahezu beugungsbegrenzt
fokussiert.[*”] Das gleiche Objektiv detektiert die Fluoreszenz
und trennt diese mit einem dichroitischen Spiegel vom
Anregungslicht. (Abbildung 3c). Eine kleine Lochblende
(Durchmesser 50-100 pm) in der Bildebene dient dem Her-
ausfiltern von Licht auBlerhalb des Laserfokus. Durch diese

b) ¢)
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Abbildung 3. Aufbau von a) optischer Rasternahfeldmikroskopie (NSOM), b) Totalreflexions-
fluoreszenzmikroskopie (TIRFM) und c) konfokaler Fluoreszenzmikroskopie.
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Anordnung wird ein kleines, sphidroides Volumen von 0.5-
1.0 Femtolitern in der Probe definiert. Rigler und Mitarbeiter
waren die Ersten, die die konfokale Mikroskopie erfolgreich
zur Detektion einzelner Molekiile einsetzten.[**!

Mit konfokaler Optik und Lawinenphotodioden (avalan-
che photodiodes, APDs) als Detektoren kénnen einzelne
Molekiile einfach mit hohem S/R-Verhiltnis nachgewiesen
werden. Die konfokale Mikroskopie wurde ebenso erfolg-
reich bei der Zweiphotonenanregung (Two-photon excitati-
on, TPE) einzelner Molekiile eingesetzt.”** Webb und
Mitarbeiter haben die Prinzipien dieser Zweiphotonenmi-
kroskopie aufgeklirt.“! TPE-Wirkungsquerschnitte sind sehr
klein (fur die meisten Fluorophore in der GroBenordnung
von 107°° cm*s), sodass hohe Intensititen und kurze Laser-
pulse (Pulsbreiten von ca. 100 fs), z.B. von gepulsten Ti:Sa-
phir-Lasern, fiir eine effiziente TPE notwendig sind.*"*! Die
Anregung ist ein nichtlinearer Prozess zweiter Ordnung, und
daher héngt die Anregungsrate quadratisch von der Laserin-
tensitdt ab. Bei der Zweiphotonenanregung werden in der
Regel niedrigere Fluoreszenzzihlraten erzielt, da als Folge
der effizienten Anregung innerhalb des Laserfokus eine
ausgeprigte Photozerstorung auftritt (andererseits ist die
Photozerstorung auBerhalb des Fokus geringer). Da die
SMEFS auf hohe Fluoreszenzzihlraten angewiesen ist, stellt
die Einphotonenanregung fiir die meisten Anwendungen die
Methode der Wahl dar. AuBlerdem fiihrt die hohe Anre-
gungsenergie, die zur Erzeugung des TPE-Fluoreszenzsignals
notwendig ist, in einigen Féllen zu anderen nichtlinearen
Prozessen, z.B. der Erzeugung eines Kontinuums im Lo-
sungsmittel, die den Hintergrund verstdrken und damit die
Empfindlichkeit verschlechtern konnen. Andererseits kann
die TPE in Zweifarben-Kreuzkorrelationsexperimenten ein-
gesetzt werden, um die Colokalisation verschiedener Farb-
stoffe im Beobachtungsvolumen auf Einzelmolekiilniveau zu
messen.*! Einer der wichtigsten Vorteile der Zweiphotonen-
technik besteht in der Moglichkeit, bei unterschiedlichen
Wellenldngen emittierende Farbstoffe mit Laserlicht einer
einzigen Wellenldnge effizient anzuregen.

In Kombination mit der Fluoreszenz-Korrelationsspek-
troskopie (FCS) hat die konfokale Fluoreszenzmikroskopie
breite Anwendung gefunden, vor allem in der Diagnostik und
der evolutioniren Biotechnologie.’”! FCS nutzt die Brown-
sche Molekularbewegung zum Transport einzelner oder we-
niger Molekiile in und aus dem Probenvolumen. Durch
Berechnung der Autokorrelationsfunktion der Fluoreszenz-
intensitédtsfluktuationen kann die zeitabhidngige Dynamik
genau ermittelt werden. Unterschiede zwischen einzelnen
Molekiilen konnen hierbei jedoch nicht detektiert werden, da
die Photonenschauer vieler Molekiile zur Berechnung der
Autokorrelationsfunktion verwendet werden. Weil die Emp-
findlichkeit der FCS fiir nanomolare Konzentrationen opti-
mal ist,”" miissen Zielmolekiile wie DNA oder RNA vor
Hybridisierungsexperimenten vervielfiltigt werden.

Photonenhistogramme (Photon Counting Histograms,
PCHs) und Fluoreszenzintensitéitsverteilungsanalyse (Fluo-
rescence Intensity Distribution Analysis, FIDA) sind ver-
wandte Techniken, die die Photonen in festgelegten Interval-
len zdhlen und diese Messungen mit einem theoretischen
Modell beschreiben, um Molekiile unterschiedlicher ,,Hellig-
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keiten® zu erkennen.”>>¥ Bei Fluoreszenzintensititsanalysen
multipler Verteilungen (FIMDA) wird ein dhnliches Photo-
nenhistogramm verwendet, da man hier aber mit variablen
Zeitintervallen arbeitet, erhdlt man gleichzeitig Informatio-
nen iiber Helligkeit und Diffusion.” In der neuesten Auto-
korrelationsmethode, der Intervallverteilung der Photonen-
ankunftszeiten (photon arrival-time interval distribution,
PAID) wird der Autokorrelationsansatz der FCS mit einem
Photonenhistogramm verkniipft, um Informationen auf meh-
reren spektralen Kanilen zu erhalten.”®

Fernfeld-CCD-Bildgebung verfiigt nicht iiber die hohe
zeitliche Auflosung einer APD (ca. 100 ps) und erreicht nicht
die besten S/H-Verhiltnisse, da mehr Hintergrundsignal von
nicht im Fokus liegenden Quellen gesammelt wird. Anderer-
seits bietet die Technik den Vorteil der parallelen Detektion
und die Moglichkeit, statistische Daten iiber das Verhalten
vieler einzelner Molekiile parallel bei einer zeitlichen Auflo-
sung im Millisekundenbereich zu gewinnen.”! Dies ist be-
sonders wichtig, wenn irreversible Reaktionen beobachtet
werden, wie etwa bei der Entzwirnung immobilisierter DNA-
Molekiile durch eine Helicase.”® Bei diesem Experiment
beginnen die Helicase-Molekiile nahezu gleichzeitig, die
DNA-Molekiile zu entspiralisieren. In einem konfokalen
Experiment konnte man bei jeder Probenpréparation nur ein
einziges Molekiil beobachten.

Eine weitere Moglichkeit zur Gewinnung statistischer
Daten von vielen einzelnen Molekiilen, mit niedriger zeitli-
cher Auflosung aber hohem S/H-Verhiltnis, stellt die Anre-
gung mittels totaler interner Reflektion (Total Internal
Reflection, TIR) von Fluoreszenz in der Néhe dielektrischer
Uberginge dar (Abbildung 3b).>*®I Normalerweise dient zur
evaneszenten Anregung ein Prisma®! oder ein Objektivi®¥ an
einer Glas-Fliissigkeit- oder Fliissigkeit-Luft-Grenzfliache.
Am Ubergang sinkt die Lichtintensitit nicht schlagartig auf
null, sondern sie fallt exponentiell in der fliissigen Phase bzw.
der Luft ab. Dort konnen nur Molekiile in einer etwa 200 nm
diinnen Schicht am Phaseniibergang angeregt werden, sodass
nur ein sehr kleines Volumen beleuchtet wird und man daher
gute S/H-Verhiltnisse erhidlt. TIR kann besonders gut an
Grenzflachen zwischen Phasen mit unterschiedlichen elek-
tromagnetischen Eigenschaften eingesetzt werden, und mit
dieser Methode wurden fluoreszenzmarkierte Myosin- und
Kinesin-Molekiilen beobachtet sowie Reaktionen mit ATP-
Umsatz einzeln gemessen.%! Evaneszente Anregung
wurde auch erfolgreich zur zwei- oder dreidimensionalen
Messung der strukturellen Dynamik von einzelnen Myosin-V-
Motorproteinkomplexen eingesetzt.[*%]

Prinzipiell konnen Einzelmolekiilexperimente entspre-
chend ihrer Zielsetzung in verschiedene Kategorien eingeteilt
werden. In vielen Anwendungen, wie der DNA-Sequenzie-
rung, ist es notwendig, die detektierten Fluoreszenzsignale
einzelner Molekiile zu klassifizieren und/oder zwischen ver-
schiedenen Molekiilen zu unterscheiden. Das bedeutet die
Identifizierung und Analyse der statischen Eigenschaften frei
diffundierender oder immobilisierter Molekiile. In anderen
Anwendungen miissen einzelne Molekiile iiber lange Zeit-
rdiume beobachtet werden, um Informationen iiber ihre
Beweglichkeit und ihre Trajektorien zu erhalten. Schlielich
werden Einzelmolekiilexperimente zur Untersuchung der
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individuellen Dynamik in heterogener Umgebung oder der
Konformationsdynamik von Polymeren oder Biomolekiilen
eingesetzt.

Theoretisch konnen einzelne fluoreszierende Molekiile
anhand einiger charakteristischer Eigenschaften identifiziert
werden: 1) der Fluoreszenzintensitit, 2) der Fluoreszenzle-
bensdauer,”%! 3) des Emissionsspektrums,'**! 4) des Diffu-
sionskoeffizients (in Losung)™ und 5) der Fluoreszenzaniso-
tropie." Da aber die Trajektorie jedes frei beweglichen
Molekiils durch die Brownsche Molekularbewegung sowie
durch FEinfliisse der Umgebung bestimmt wird, hat die Zahl
der detektierten Fluoreszenzphotonen eine breite statistische
Verteilung. Auch wenn die gesamte Fluoreszenzintensitéts-
verteilung fiir eine Spezies gut definiert sein kann %3353
gilt dies nicht fiir Einzelereignisse. Daher ist die Fluores-
zenzintensitit kein addquater Parameter, um ein einzelnes
Molekiil zu identifizieren oder die individuelle Dynamik zu
bestimmen, da eine Reihe verschiedener Prozesse Intensi-
titsfluktuationen verursachen konnen. Hierzu gehdren An-
derungen der rdumlichen Orientierung, ,,Blinking“ durch
photophysikalische oder photochemische Prozesse oder un-
korrelierte Verdnderungen in der Umgebung des Fluoro-
phors.>7

Gliicklicherweise helfen andere Eigenschaften von Fluo-
reszenzphotonen, Verdnderungen an den untersuchten Mo-
lekiilen zu erkennen. Neben den Informationen, die Fluores-
zenzlebensdauer, Intensitdt, Emissionsspektrum und Fluo-
reszenzanisotropie zur Dynamik des untersuchten Systems
liefern, sollte man berticksichtigen, dass ein bestimmter
Fluorophor nur eine beschriankte Zahl von Photonen aussen-
den kann. Ein eleganter Weg, moglichst viel tiber ein einzel-
nes fluoreszierendes Molekiil zu erfahren, ist die parallele
Betrachtung verschiedener Fluoreszenzeigenschaften. 5
Bei statischen Untersuchungen kann die Zuordnungssicher-
heit durch verschiedene Parameter verbessert werden,’"
um einen einzelnen Fluorophor von der Hintergrundfluores-
zenz zu unterscheiden; das ist besonders in Zellen und
Gewebe von Interesse,®™ oder um lokale Heterogenititen zu
erkennen.’% Die parallele Aufzeichnung spektroskopischer
Parameter (Multiparameteranalyse) schafft die Grundlage
fir Einzelmolekiiltechniken, die unser Verstindnis der spek-
troskopischen Dynamik und der Fluoreszenzwechselwirkun-
gen verbessern.”® % Dariiber hinaus bietet die SMFS einen
weiteren niitzlichen Parameter, der Ensemblemethoden ver-
schlossen bleibt: die Photonenstatistik. Anwendungsbeispiele
fiir Multiparameter-SMFS und insbesondere die Auswertung
dieses fiinften, nichtklassischen Fluoreszenzparameters
werden im Folgenden beschrieben.

3. Multiparameter-SMFS, Photonenstatistik und
Auswertung

Aus klassischer Sicht konnen Fluktuationen in der Zahl
detektierter Photonen nicht weiter reduziert werden als in
einem Lichtfeld, das der Poisson-Statistik unterliegt, d.h. in
unkorreliertem Licht. Aus quantenmechanischer Sicht sind
aber Zustdnde moglich, bei denen die Photonenverteilung
enger ist als durch die Poisson-Verteilung vorhergesagt. Diese
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Zustinde haben keine klassische Entsprechung und beweisen
direkt die Teilchennatur des Lichts. Um eine Sub-Poisson-
Verteilung zu erreichen, miissen die Photonen zeitlich sepa-
riert sein. Ein einfaches System, das eine Lichtquelle fiir
nichtklassisches oder Sub-Poisson-Licht darstellen kann, ist
ein Zweiniveau-Quantensystem, z. B. das vereinfachte Modell
eines einzelnen Fluorophors.

Nach der Emission eines Photons benétigt ein Fluorophor
eine gewisse Zeit, um den angeregten Zustand wieder zu
bevolkern und das nichste Photon zu emittieren. Dies kann
mit einem Histogramm veranschaulicht werden, in dem die
Zeitabstdande zwischen zwei aufeinander folgenden Photonen
dargestellt sind. Bei gepulster Anregung mit Laserpulsen, die
wesentlich kiirzer sind als die Lebensdauer des angeregten
Zustands, werden keine Photonenpaare (Koinzidenzen) in-
nerhalb eines Laserpulses detektiert. Andererseits besteht
gemil der Poisson-Statistik eine Wahrscheinlichkeit, in zwei
aufeinander folgenden Laserpulsen zwei Photonen zu detek-
tieren. Fiir zwei Molekiile ist die Wahrscheinlichkeit, zwei
Photonen innerhalb eines Laserpulses zu detektieren, nur
halb so grof3 wie diejenige der Detektion zweier Photonen in
aufeinander folgenden Laserpulsen.® ! Analog betrigt die
Wahrscheinlichkeit fiir drei Molekiile 0.67 und fiir vier
Molekiile 0.75, usw., bis die klassische Grenze von 1 fiir ein
Ensemble erreicht wird. Daher liefert die Wahrscheinlichkeit,
zwei Photonen innerhalb eines Laserpulses zu detektieren,
Informationen {iiber die Zahl der emittierenden Spezies.
Wenn bekannt ist, wie viele Fluorophore vorliegen, kann
umgekehrt das Fehlen von Koinzidenzen auf Annihilations-
prozesse hindeuten und helfen, molekulare Wechselwirkun-
gen in Multichromophorsystemen aufzukliren.> !

Abbildung 4 zeigt schematisch den experimentellen
Aufbau fiir die Multiparameter-SMFS. Ublicherweise wird
die Probe von einem gepulsten Laser mit einer bestimmten
Repetitionsrate angeregt, die den Abstand zwischen aufein-
ander folgenden Laserpulsen vorgibt. Das Fluoreszenzsignal
wird von einem dichroitischen Spiegel geteilt und von zwei
einzelphotonenempfindlichen Lawinendioden (APDs) de-
tektiert. Die Ausgangssignale der APDs (TTL-Pulse)
werden in speziell fiir Einzelmolekiilexperimente entwickelte
PC-Steckkarten fiir die zeitaufgeloste Einzelphotonenzih-
lung (time-correlated single-photon counting, TCSPC) gelei-
tet, die mehrere Detektoren erfassen konnen und sich durch
eine hohe Zeitauflosung bei kleinen Totzeiten auszeichnen
(z.B. TimeHarp200 von Picoquant oder SPC-630 von Be-
cker&Hickl). Fiir jedes detektierte Photon werden drei
Informationen gespeichert: 1) die Ankunftszeit nach Beginn
der Messung mit einer Zeitauflosung von 50ns, 2) der
zeitliche Abstand zwischen Laserpuls und Photonendetektion
mit einer Zeitauflosung von 8 ps (diese werden hier als
makroskopische Zeit, t,,,,, bzZw. mikroskopische Zeit, 7,0,
bezeichnet) und 3) der Kanal, auf dem das Photon detektiert
wurde (Detektor 1 oder 2). Da TCSPC-Karten Totzeiten von
100-300 ns haben, ist es notwendig, eines der beiden APD-
Signale elektronisch zu verzégern, um zwei Photonen, die auf
denselben Laserpuls folgen, registrieren zu konnen. Das
Verhiltnis der Fluoreszenzintensititen, die an beiden APDs
detektiert werden, wird als anteilige Intensitit F, (F, = Ip.o/
(Ipen+Iper)) bezeichnet und liefert Informationen iiber das
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Abbildung 4. Aufbau fiir Multiparameter-SMFS inklusive Photon-Antibunching und polarisationsmodulierter Anregungsspektroskopie.

Emissionsmaximum des Fluorophors, was die Beobachtung
spektraler Fluktuationen erméglicht. Wird mit linear polari-
siertem Licht angeregt und die Polarisation des Fluoreszenz-
signals senkrecht und parallel gemessen, so kann man die
Fluoreszenzanisotropie einzelner Molekiile bestimmen. Ro-
tation des linear polarisierten Laserlichts mithilfe eines
elektro-optischen Modulators (EOM) liefert Informationen
tiber die Zahl der absorbierenden Spezies und ihre relative
Orientierung.®>°! Die Zeitabstinde zwischen zwei aufeinan-
der folgenden Photonen, die auf beiden APDs bei zirkular
polarisierter Anregung gewonnen werden, fithren zu Koinzi-
denzhistogrammen mit direkten Informationen iiber die Zahl
der emittierenden Spezies (Photon-Antibunching-Experi-
mente).”!

Der beschriebene Aufbau und die Datenerfassung er-
moglichen das Erstellen von Fluoreszenzintensitdts- und
Lebensdauerkurven fiir jeden Detektor in einem Schritt.
Histogramme der makroskopischen Photonenankunftszeiten
in vorher unterteilten Zeitabschnitten veranschaulichen die
Intensitdtsdnderungen mit der Zeit (Abbildung 5). Das His-
togramm der mikroskopischen Zeiten entspricht einer Fluo-
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reszenzabklingkurve. Bei diesem ,,Photon-fiir-Photon“-De-
tektionsmodus werden Fluoreszenzintensitidten und Lebens-
dauerkurven entweder mit einem gleitenden Verfahren ana-
lysiert (Abbildung 5a),’*** oder es konnen zustandsspezifi-
sche Fluoreszenzabklingkurven erhalten werden (Abbildung
5b)."®1 Beim gleitenden Verfahren wird die Signalspur der
mikroskopischen Ankunftszeiten in eine Folge von Fluores-
zenzhistogrammen mit konstanter Zahl von Ereignissen
zusammengefasst (z. B. 500 gezihlte Photonen), die daraufhin
mit einem Maximum-Likelihood-Schitzer (MLE) analysiert
werden.”™" Zustandsspezifische Fluoreszenzabklingkurven
erhélt man aus den mikroskopischen Ankunftszeiten, bezo-
gen auf den Laserpuls, wenn alle Photonen mit einer be-
stimmten Fluoreszenzintensitit beriicksichtigt werden.
Obwohl man mit zwei Kanilen nur eine schlechte spek-
trale Auflosung erhilt, kann man mit diesem einfachen
Aufbau doch leicht spektrale Schwankungen auf der Millise-
kunden-Zeitskala verfolgen, was die Identifizierungsgenau-
igkeit fiir einzelne Fluorophore entscheidend verbessern
kann.** Zwei Detektoren werden auch fiir Photon-Anti-
bunching-Messungen in einem Aufbau benétigt, der dem
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Abbildung 5. a) Fluoreszenzintensitit (schwarz; Zihlrate v, gegen die
Zeit t) und Lebensdauer (rot) fiir ein einzelnes Oxazinmolekiil, das auf
einem Deckglas adsorbiert und in den Fokus einer gepulsten Laserdio-
de (635 nm) gebracht wurde. Zur Bestimmung der Fluoreszenzlebens-
dauern wurden fiir jeden Datenpunkt 500 aufeinander folgende Photo-
nen analysiert.”¥ b) Zustandsspezifische Fluoreszenzabklingkurven der
drei in a) gezeigten verschiedenen Intensititsstufen mit v.>22 kHz
(blau), 10-22 kHz (schwarz) und 2-10 kHz (griin).

Experiment von Hanbury-Brown und Twiss dhnelt.”” Hierbei
wird die Probe mit zirkular polarisiertem Licht angeregt, und
das Signal wird — wahlweise durch einen nichtpolarisierenden
50:50-Strahlteiler oder einen dichroitischen Strahlteiler — auf
zwei APDs aufgeteilt. Die Verzogerung zwischen zwei auf-
einander folgenden Photonen wird in Interphotonenzeit-
Histogrammen dargestellt. Eine angemessene zeitliche Ver-
zogerung fiir das Signal eines Detektors ermoglicht die
Detektion von quasi gleichzeitig ankommenden Photonen.
Damit umgeht man die gerédtebedingte Totzeit, die von den
Detektoren und der Datenaufnahme-Elektronik herriihrt.
Die Interphotonenzeiten werden um den Verzogerungs-
faktor korrigiert und erkennen direkt Photonenpaare, die
vom gleichen Laserpuls ausgelost wurden. Wie fiir ein
Molekiilensemble (eine Poisson-Lichtquelle) erwartet, zeigt
das beobachtete Bandenmuster klar das klassische Verhalten:
Die Intensitdt der zentralen Bande N, ist ebenso hoch wie
diejenige der benachbarten Banden N, (Abbildung 6b). Im
Einzelmolekiilfall verschwindet die zentrale Bande hingegen,
da die Wahrscheinlichkeit, mehr als ein Photon pro Laserpuls
zu detektieren, vernachldssigbar gering ist. Nur wenige
Hintergrund-Hintergrund-, Hintergrund-Signal- und Signal-
Hintergrund-Ereignisse tragen zur zentralen Bande bei.
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Abbildung 6. a) Konfokales Fluoreszenzbild einer 6x6 um? grofen
Fliche mit durchschnittlich ca. 0.5 Rhodamin-Molekiilen pro um?
Fluoreszierende Molekiile im Laserfokus erzeugen zu bestimmten
Zeiten Fluoreszenzphotonen, im Beispiel alle 62.5 ns jeweils nach An-
regung mit einem Laserpuls (dies entspricht der Anregungsfrequenz
von 16 MHz). b) Histogramme der Interphotonenzeiten At fiir ein En-
semble von Rhodamin-Molekiilen in Lésung (108m) und einen einzel-
nen Emitter. ¢) Multiparameteranalyse der Daten fiir ein Rhodamin-
Molekiil: Fluoreszenzintensititskurve (schwarz; Zihlrate v, gegen die
Zeit t), Fluoreszenzlebensdauer 7 (rot) und anteilige Intensitit

F2 = Ipea/ (Iei+1per2), berechnet aus den Intensititen, die nach dem
Teilen des Strahls von Detektor 1 und Detektor 2 registriert werden
(blau). Zusitzlich ist die Antibunching-Signatur durch das Verhiltnis
der Fliche der Zentralbande zu den Flichen der Seitenbanden (N /N))
als graue Punkte abgebildet. Der hellgraue Bereich zeigt den statisti-
schen Fehler fir N/N,.

Bei einer Hintergrundzéhlrate von ca. 2 kHz kann man
fiir einzelne Rhodamin-Derivate, die auf einer trockenen
Oberfldche adsorbiert sind, S/H-Verhiltnisse von 30-50 er-
halten.® Daraus resultieren hohe Verhiltnisse zwischen den
seitlichen und der zentralen Bande bei einem einzelnen
Molekiil (z.B. 20, entsprechend N/N,=0.05, in Abbil-
dung 6b). In fritheren Antibunching-Studien wurden entwe-
der Fluorophore in biologisch nicht relevanter Umgebung
untersucht,'%1°! oder es musste iiber viele Molekiile gemit-
telt werden, um eine fiir Antibunching-Experimente ausrei-
chende Photonenstatistik zu erhalten.'™!®! Andererseits
liefern Experimente mit gepulster Laseranregung in weniger
als einer Sekunde ein Photon-Antibunching-Signal von ein-
zelnen Standardfluorophoren, die bei Raumtemperatur auf
einer trockenen Oberfliche adsorbiert sind.® Der Haupt-
vorteil dieser Photon-Antibunching-Experimente liegt darin,
dass die gewiinschte Sittigung der Singulettiibergidnge des

Angew. Chem. 2005, 117, 2698 —2728


http://www.angewandte.de

Einzelmolekiluntersuchungen

Molekiils erreicht werden kann, ohne dass der Triplettzu-
stand, der bekanntlich eine Zwischenstufe bei der Photozer-
storung darstellt, zu stark besetzt wird.

Wie Abbildung 6¢ zeigt (graue Quadrate), kann sogar die
Dynamik des Strahlungsfelds gemessen werden, die von einer
variierenden Zahl von Molekiilen im Laserfokus her-
rithrt.® ! Da das Verhiltnis N/N, fast konstant unter 0.2
bleibt, weist die Photonenwahrscheinlichkeitsverteilung wih-
rend des gesamten Experiments starken Sub-Poisson-Cha-
rakter auf, d.h. das gemessene Lichtfeld stammt von einem
einzigen Rhodamin-Molekiil.

Informationen iiber die Ausrichtungen der Ubergangsdi-
polmomente der untersuchten Fluorophore kénnen mit ver-
schiedenen Aufbauten erhalten werden. Mit der Kombination
eines EOMs und eines A/4-Plédttchens kann man die Polari-
sationsebene des linear polarisierten Anregungsstrahls
drehen, um die Orientierung verankerter Molekiile anhand
der Phasenverschiebung des emittierten Lichts aufzukli-
ren.707911% Die Anregung mit zirkular polarisiertem Licht
und die anschlieBende Messung der Polarisationsrichtung
nach der Emission, z.B. in einem Aufbau mit zwei Detekto-
ren, kann gleichwertige Informationen liefern. Unter Ver-
wendung von linear polarisiertem Licht kann so auch die
Polarisationsanisotropie  einzelner Molekiile bestimmt
werden."*

Wie bereits erwihnt, konnen mehrere Fluoreszenzpara-
meter einzelner Molekiile mithilfe von Bildgebungsverfahren
parallel erfasst werden. Konfokale Methoden haben jedoch
eine hohere Zeitauflosung (gewohnlich ps verglichen zu ms
bei Bildgebungsverfahren). AuBerdem sind nicht alle Para-
meter in Bildgebungsverfahren zugénglich: Beispielsweise
bleiben die Bestimmung der Fluoreszenzlebensdauer und das
Photon-Antibunching der konfokalen Einzelmolekiilspektro-
skopie vorbehalten. Obwohl die Fluoreszenzlebensdauer in
Bildgebungsverfahren ermittelt werden kann, wenn man eine
verstiarkte CCD-Kamera mit zeitlicher Torschaltung verwen-
det, wiirde dies in Einzelmolekiilexperimenten zu sehr langen
Messzeiten fithren (um die gesamte Abklingkurve im Zeit-
fenster zu erfassen), die die begrenzte Photostabilitdt kon-
ventioneller Fluorophore iiberfordern. Andere Parameter
wie Farbe und Polarisation kénnen aber gemessen werden,
wenn man ein Doppelabbildungsverfahren anwendet, das
urspriinglich von der Gruppe von Kinosita entwickelt
wurde."® Hierbei wird das Signal in Bezug auf die zu
messende Eigenschaft geteilt (z.B. mit einem dichroitischen
Spiegel fiir Farbe oder einem polarisierenden Strahlteiler fiir
die Polarisation), und nachfolgend auf verschiedenen Berei-
chen des CCD-Chips abgebildet. Dieser Ansatz hat sich fiir
Multiparametermessungen bewéhrt und wurde vor kurzem
auf die gleichzeitige Detektion von Farbe und Polarisation
mit nur einer CCD-Kamera ausgedehnt.!'"’!

4. SMFS zur Untersuchung von Struktur

und Dynamik

Ein Trend in der SMFS geht hin zur Untersuchung von
Multichromophorsystemen. Hierbei konnen zwei Kategorien

unterschieden werden: die Untersuchung der Grundlagen

Angew. Chem. 2005, 117, 2698 —2728

www.angewandte.de

Angewandte

molekularer Wechselwirkungen auf Einzelmolekiilebene und
der Einsatz von Energietransferprozessen zur Messung von
Abstinden.

Um die Konformationsdynamik von Biomolekiilen zu
untersuchen, wie etwa bei der Proteinfaltung, miissen Ab-
standsdnderungen zwischen bestimmten Aminosduren oder
Nucleinsduren innerhalb der Polymerkette mit hoher Zeit-
auflosung gemessen werden. Aus spektroskopischer Sicht
kann jede abstandsabhidngige Methode, Energie-, Protonen-
oder Elektronentransfer, verwendet werden, um Konforma-
tionsdnderungen zu verfolgen — vorausgesetzt, diese fithren zu
strukturellen Anderungen in der Wechselwirkung mit Son-
denmolekiilen wie Fluorophoren. In diesem Zusammenhang
sind die ldngerreichweitigen Dipol-Dipol-Wechselwirkungen
beim resonanten Fluoreszenzenergietransfer (FRET) fiir
biologische Systeme besonders wichtig.

4.1. Der resonante Fluoreszenzenergietransfer (FRET)

Beim FRET findet eine strahlungslose Ubertragung von
Elektronenanregungsenergie von einem angeregten Donor
D* auf einen Acceptor A statt, der sich im Grundzustand
befindet. Die Effizienz dieser Dipol-Dipol-Wechselwirkung
hingt vom Abstand der Fluorophore, von der spektralen
Uberlappung von Donoremission und Acceptorabsorption
(dem Uberlappungsintegral), vom Brechungsindex des Me-
diums, von der Quantenausbeute des Donors und von der
relativen Orientierung der beiden Fluorophore ab. Energie-
transfer nach Forster erfolgt zwischen erlaubten Singulett-
Singulett- sowie Singulett-Triplett-Ubergiingen, wenn die
Emission von D* und die Absorption von A deutlich iiber-
lappen. Fiir solche Uberginge betrigt der Forster-Radius
R,=20-80 A. Der Forster-Radius gibt den Abstand an, bei
dem die Transfereffizienz 50 % betrédgt. Wegen der starken
Abstandsabhingigkeit (die Effizienz fillt mit der sechsten
Potenz des Abstands ab) ist FRET ideal, um Informationen
iiber Struktur und Dynamik von Biomolekiilen zu gewin-
nen.'% 14 In Kombination mit SMFS ist Single-Pair-FRET
(spFRET) geeignet, Konformationsianderungen in Protein-
ketten zu messen, wie eine Reihe von Anwendungen in der
,Dynamischen Strukturbiologie“ belegt.'>11]

spFRET ist seit der Einfithrung im Jahr 1996 zu einer der
beliebtesten Methoden in der SMFS aufgestiegen, da der
Messbereich von FRET Abstinde einschlieBt, in denen viele
wichtige biologische Prozesse ablaufen (Abbildung 7). Insbe-
sondere die Gruppen um Ha und Weiss haben das Potenzial
von spFRET fiir die Untersuchung von Konformationsinde-
rungen an einzelnen Biomolekiilen auf der Millisekunden-
Zeitskala gezeigt: Beispiele hierfiir sind das Entspiralisieren
einer DNA durch ein Helicase-Molekiil oder die Mg**-
abhingige RNA-Dynamik und Proteinfaltung,['1¢124

Deniz et al.''” untersuchten mit spFRET die Faltung des
Chymotrypsin-Inhibitors 2 (CI2), eines einfachen Proteins
mit einer Doméne. CI2 wurde als Modellsystem gewihlt, da
es in zwei Faltungszustinden vorliegen kann. Gefaltete und
ungefaltete Subpopulationen konnten durch die Messung frei
diffundierender Proteinmolekiile nachgewiesen werden. Un-
terschiedliche Donor-Acceptor-Abstdnde im gefalteten und
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Abbildung 7. a) Prinzip von spFRET zum Studium der Konformations-
dynamik von Biomolekiilen. Die untersuchten Molekiile wurden spezi-
fisch mit einem Donor- (griin) und einem Acceptorfarbstoff (rot) mar-
kiert. Bei hinreichend kurzem Donor-Acceptor-Abstand wird die Anre-
gungsenergie des Donors auf den Acceptor tbertragen. b) Fluores-
zenzkurve (Zahlrate v, gegen die Zeit t) einer einzelnen Donor-Accep-
tor-markierten DNA-Haarnadelschleife (Cy3-5'-CCCCTAAGTAGTTC-
CTCACT(Cy5)AGGGG-3'), die durch Biotin-Streptavidin-Bindung im
Laserfokus immobilisiert wurde. Strukturanderungen wie das Offnen
und SchlieBen der Haarnadelschleife duern sich direkt als Anderun-
gen der FRET-Effizienz (z.B. bei t~2 und 12 s). ¢) Hintergrundkorri-
gierte FRET-Effizienz-Histogramme (E.4=14/(Ix + Ip)), gewonnen aus
Fluoreszenzsignalen einzelner Cy3/Cy5-markierter Doppelstrang-Oligo-
nucleotide (Donor-Acceptor-Abstand ca. 3.4 nm, entsprechend 10 Ba-
senpaaren), die frei durch das Beobachtungsvolumen diffundieren,
und entsprechende Gauf3-Anpassungen. Das grofie Signal bei E.4=0
stammt von nur mit dem Donor markierter DNA (nicht hybridisierte
Cy3-Oligonucleotide) und Photozerstérung des Acceptors. Das Erschei-
nen zweier Maxima im FRET-Effizienz-Histogramm anstelle einer brei-
ten Verteilung impliziert, dass Konformationsfluktuationen zwischen
verschiedenen Zustinden mit unterschiedlichen Donor-Acceptor-Orien-
tierungen oder -Abstinden langsamer sind als die durchschnittliche
Messdauer (typischerweise 0.5-1 ms). Wiren die Konformationsfluk-
tuationen schneller als die Messdauer (die der Diffusionszeit ent-
spricht), so wire das Signal fiir hohe FRET-Effizienz verbreitert oder zu
niedrigeren FRET-Effizienzen verschoben.

ungefalteten Zustand fithren zu unterschiedlichen FRET-
Effizienzen. Diese Subpopulationen konnen klar unterschie-
den werden, da jedes Molekiil einzeln beobachtet wird.
Eaton und Mitarbeiter studierten die Denaturierung eines
Polypeptids durch Messung der spFRET-Effizienzen in Ge-
genwart unterschiedlicher Konzentrationen des Denaturie-
rungsreagens.”! Sie konnten zeigen, dass dynamische Infor-
mationen, wie die Geschwindigkeit, mit der sich das Poly-
peptid umwandelt, aus der Verteilungsbreite der spFRET-
Effizienzen abgeleitet werden konnen. Von der Rekonfigu-
rationszeit kann man wiederum auf die Hohe der Energie-
barriere der Faltung schlieBen. Da Hunderte bis Tausende
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Ereignisse innerhalb weniger Minuten registriert werden,
konnen Einzelmolekiilstudien gut zwischen den Subpopula-
tionen in Ensembles von Analytmolekiilen unterscheiden
(Abbildung 7¢).">!3128] Der Wechsel zwischen Haarnadel-
kurven- (hairpin) und Schleifen-Form (loop) von DNA
gehort zu den schnellsten Konformationsdnderungen, die
bisher auf Einzelmolekiilebene beobachtet wurden. Mit einer
Kombination aus FRET- und FCS-Experimenten wurden die
Geschwindigkeiten fiir das Offnen und SchlieBen von DNA-
Haarnadelkurven — in Abhéngigkeit von der GroBe und
Sequenz der Kurve und des Stamms — im 10-us-Bereich be-
stimmt, 1#-1%]

Informationen zu langsameren Konformationsdnderun-
gen von Biopolymeren, etwa die Geschwindigkeiten der
Uberginge zwischen unterschiedlich gefalteten Zustinden,
sind zuginglich, indem man die Trajektorien einzelner, auf
einer modifizierten Glasoberfliche immobilisierter DNA-,
RNA- oder Protein-Molekiile in Echtzeit aufzeichnet (Ab-
bildung 7b). Hierbei muss sichergestellt werden, dass das
Verhalten durch die Immobilisierung so wenig wie moglich
gestort wird.**132 Vor kurzem wurde eine Immobilisierungs-
methode vorgestellt, die die Beobachtung einzelner Protein-
molekiile frei von Oberflicheneffekten moglich macht.l!
Rhoades und Mitarbeiter beobachteten die Faltung und
Entfaltung von Adenylat-Kinase-Molekiilen tiber mehrere
Sekunden. An definierten Stellen D/A-markierte Proteinmo-
lekiile wurden in oberflachenverankerten Lipidvesikeln ein-
geschlossen. Auf diese Weise wurde eine rdumliche Ein-
schrinkung erreicht, ohne dass es zu einer Wechselwirkung
mit der Oberfldache kam. Ferner konnen durch die gleichzei-
tige Bestimmung von Donorlebensdauer, Fluoreszenzinten-
sitdt und -anisotropie die beiden wichtigsten Fehlerquellen
fir FRET-Abstandsmessungen, lokale Loscheffekte und
eingeschrankte =~ Chromophorbewegung,  ausgeschlossen
werden.['"13] Verfeinerte Markierungsmethoden und neue
Multiparameter-spFRET-Experimente fithrten zur direkten
Beobachtung der durch Protonen angetriebenen Rotation der
Untereinheiten in membrangebundenen F F;-ATP-Syntheta-
se-Molekiilen.['*]

Diese Studien belegen eindrucksvoll, dass spFRET eine
wichtige Methode zur Untersuchung der Heterogenitidt von
Konformationsiibergidngen, gerade in der ,,Dynamischen
Strukturbiologie®, darstellt. Auflerdem konnen kinetische
und statische Eigenschaften von Biopolymeren, sowohl im
gefalteten als auch im ungefalteten Zustand, mit spFRET
erforscht werden. Dariiber hinaus geniigt die Messung einer
einzigen Grofe, wie der FRET-Effizienz, um die Bewegung
eines Biopolymers auf seiner Potentialfliche in Echtzeit zu
verfolgen.

4.2. Photoinduzierter Elektronentransfer

Andere Konformationsdnderungen mit Auswirkungen
auf die Funktion von Enzymen sind mit wesentlich kleineren
raumlichen Anderungen verbunden (bis zu wenigen Ang-
strom). Um diese Konformationsiibergidnge von Biopolyme-
ren im Subnanometerbereich sichtbar zu machen, sind pho-
tochemisch induzierte Reaktionen von Fluoreszenzfarbstof-
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fen mit molekularen Quenchern von groem Interesse. Im
Unterschied zu FRET ist fiir eine schnelle und effiziente
Umwandlung der Energie des elektronisch angeregten Zu-
stands beim Ladungstransfer ein geringer Abstand oder sogar
Van-der-Waals-Kontakt zwischen Farbstoff und Quencher
erforderlich. Um Fluoreszenzloschexperimente mit photoin-
duziertem Elektronentransfer zu interpretieren, miissen der
Mechanismus und die Abstandsabhingigkeit des Transfers
bekannt sein. Allgemein fiithrt die Loschung eines Fluoro-
phors im ersten angeregten Singulettzustand durch Elektro-
nendonoren oder -acceptoren zur Bildung eines Radikalio-
nenpaars A~ D't, das unter Ladungsrekombination wieder in
den Grundzustand iibergeht. Die Effizienz der Ladungstren-
nung wird durch die Beziehung zwischen der freien Reakti-
onsenthalpie, der Reorganisationsenergie und dem Donor-
Acceptor-Abstand bestimmt.[3>13¢

Da sich Donor und Acceptor fiir einen effizienten Elek-
tronentransfer sehr nahe kommen miissen, ist die Technik
ideal geeignet, um kleine Konformationsdnderungen in Bio-
molekiilen und im Besonderen Gleichgewichtsfluktuationen
in Proteinen zu messen. Chattopadhyay et al. kuppelten
beispielsweise Fluorescein selektiv an den hydrophoben
Hohlraum eines intestinalen Fettsduren bindenden Proteins
und ermittelten Fluoreszenzfluktuationen auf der Mikrose-
kundenskala mithilfe von FCS.'* Da die Fluoreszenz von
Fluorescein von einigen Aminosduren mehr oder weniger
effektiv geloscht wird — besonders stark von Tryptophan-
Einheiten!®'*! _ ist anzunehmen, dass die beobachteten
Fluoreszenzfluktuationen auf Anderungen in der relativen
Anordnung der Fluorescein-Einheit und einem benachbarten
Tryptophanrest zuriickzufiihren sind. Daher konnen kleine
Konformationsédnderungen wie Gleichgewichtsfluktuationen
sich direkt auf die Effizienz der Ladungstrennung auswirken.
Elektronentransfers beféhigen uns also, Konformationsénde-
rungen im Subnanometerbereich fiir einzelne Proteinmole-
kiile in ihrem nativen Zustand mit Mikrosekundenauflosung
zu beobachten.

Vor kurzem nutzten Xie und Mitarbeiter den photoindu-
zierten Elektronentransfer zwischen einem Tyrosinrest und
Flavin-Einheiten als Sonde fiir Anderungen der Struktur
einer Flavin-Reduktase im Angstrom-Bereich."*”) Durch die
Korrelation der an einzelnen Flavinmolekiilen gemessenen
Schwankungen in der Fluoreszenzlebensdauer konnte die
Konformationsdynamik mit Submillisekunden-Auflosung
entschliisselt werden. Das Ergebnis stiitzt die These, dass
sich mehrere Konformere ineinander umwandeln. So lassen
sich die Schwankungen in der Aktivitit der Flavin-Reduktase
erkldren. Die Messung von Konformationsédnderungen im
Subnanometerbereich liefert auflerdem die Grundlage fiir
eine quantitative Bestimmung des ,, Konformationsgedacht-
nisses* von Proteinmolekiilen.

Alternativ kann der Elektronentransfer zwischen Fluo-
reszenzfarbstoffen und bestimmten Aminosduren oder DNA-
Nucleotiden benutzt werden, um an Peptiden oder Oligonuc-
leotiden Konformationsénderungen im Submikrosekunden-
bereich auf Einzelmolekiilebene zu verfolgen.'*!l Die Fluo-
reszenz wird durch Tryptophan- oder Guanosinreste nur dann
selektiv geloscht, wenn diese Einheiten in direktem Kontakt
mit dem Fluorophor sind. Alle iibrigen Nucleotide und
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Aminoséduren 16schen deutlich langsamer als Guanosin und
Trypt Ophan.[m& 139,142-146]

Das Prinzip zur Ermittlung der Reaktionskinetik bei der
Bildung intramolekularer Kontakte in Biopolymeren ist in
Abbildung 8a dargestellt. Ein geeigneter Fluoreszenzfarb-
stoff und ein Tryptophan- oder Guanosinrest werden in ein
Peptid bzw. Oligonucleotid eingebaut. Die Bewegung des
Riickgrats fiihrt zu Konformationen, in denen Farbstoff und
Quencher in Kontakt kommen (rechte Strukturen in Abbil-
dung 8a). Nach Anregung emittiert der Farbstoff entweder
ein Photon (in Abhingigkeit von der Fluoreszenzquanten-
ausbeute), oder er wird durch einen Elektronentransfer mit
dem Tryptophan- bzw. Guanosinrest geloscht. Je nach Farb-
stoffstruktur verlduft die Loschung statisch oder dyna-
misch.'*) Wenn es beim Kontakt zwischen Farbstoff und
Quencher zur Bildung eines Komplexes mit fast coplanarer
Anordnung von Farbstoff und Quencher kommt, wird die
Fluoreszenz schnell und effizient geloscht. Die rechte Struk-
tur in Abbildung 8a kann demnach praktisch als nichtfluo-

b) 010
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Abbildung 8. a) Intramolekulare Kontaktbildung in Peptiden und Oli-
gonucleotiden. Die Dynamik des Riickgrats fiihrt zu Konformationen,
bei denen Farbstoff (rot) und Tryptophan oder Guanosin (blau) in Kon-
takt kommen und einen Komplex bilden. Daraus resultiert eine effizi-
ente Fluoreszenzléschung durch photoinduzierten Elektronentransfer
von Tryptophan oder Guanosin im Grundzustand zum Farbstoff im
ersten angeregten Zustand. Daher sind die rechts abgebildeten Struk-
turen nichtfluoreszent. b) FCS-Kurven einer 107" m Losung der markier-
ten Peptide MR121-SQETFSDLWKLLPEN (griin) und MR121-SQETFS-
DLFKLLPEN (blau) in PBS, pH 7.4. Starke statische Léschung tiber
photoinduzierten Elektronentransfer bei Kontaktbildung zwischen Farb-
stoff und Tryptophan zeigt sich im Erscheinen eines kurzen Korrela-
tionsterms im 10-1000-ns-Bereich (grau unterlegt). Abkiirzungen der
Aminosiduren: A Alanin, D Asparaginsiure, E Glutaminséure, F Phe-
nylalanin, G Glycin, | Isoleucin, K Lysin, L Leucin, N Asparagin, P
Prolin, Q Glutamin, R Arginin, S Serin, T Threonin, W Tryptophan.
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reszierend betrachtet werden. Daher liefert die Analyse der
Interphotonenzeiten oder FCS die Geschwindigkeitskonstan-
ten fiir Assoziation (Bildung des Kontakts), k., und Disso-
ziation, k_.

Das Potenzial dieser Methode zeigte eine Untersuchung
zur Geschwindigkeit, mit der ein am N-Terminus angebrach-
ter Oxazin-Farbstoff (MR121) mit einem Tryptophanrest in
Kontakt gebracht wird, der sich in einer Peptidkette von 15
oder 20 Aminosiuren Linge befand.”) Bei den Peptiden
handelte es sich um lineare Fragmente der aminoterminalen
Transaktivierungsdoméne von humanem p53, das die Ziel-
struktur verschiedener Proteine ist, etwa des TATA-Box-
bindenden Proteins (TBP), MDM2 oder von Antikdrpern der
humoralen Immunabwehr bei Krebspatienten. Schnelle FCS
mit zwei Detektoren diente zur Messung der von Tryptophan
induzierten Fluoreszenzléschung in 10~°m Peptidlésungen.
Die Assoziations- und Dissoziationsgeschwindigkeiten im
Bereich von einigen hundert Nanosekunden fiir beide Pep-
tide sind konsistent mit Daten aus Messungen an unstruktu-
rierten Peptiden, bei denen eine Ensemblemethode verwen-
det wurde."" Der Vorteil der Fluoreszenzloschungsmethode
gegeniiber bisher verwendeten Techniken liegt in der einfa-
chen Durchfiihrung von Einzelmolekiilexperimenten in
Wasser und an der Luft. Der Austausch von Tryptophan
gegen Phenylalanin fithrt zum Verschwinden des kurzen
Korrelationsterms auf der 100-ns-Zeitskala (Abbildung 8b).

Die auBlergewohnliche Empfindlichkeit der beschriebe-
nen Fluoreszenzmethode ist besonders wichtig fiir ,,intelli-
gente“ Fluoreszenzsonden, die geringste Mengen an Zielmo-
lekiilen in biologischen Proben detektieren. Beide Peptide,
die in der Submikrosekunden-Kinetikstudie untersucht
wurden, sind Zielstrukturen fiir p53-Autoantikorper. Diese
Epitope fiir p53-Autoantikorper sind als universelle und hoch
spezifische Tumormarker in der Krebsdiagnose bekannt.!'**!
Die fluoreszenzmarkierten Peptid-Epitope konnen als PET-
Biosensoren — Biosensoren, die durch einen photoinduzierten
Elektronentransfer (PET) wirken — eingesetzt werden, um
einzelne p53-Autoantikérper nachzuweisen.'*! Bei spezifi-
scher Bindung an p53-Autoantikorper passt sich die Peptid-
konformation der Form des Antikérpers an. Dadurch wird
die Kontaktbildung zwischen Tryptophan und MR121 ver-
hindert, und der resultierende Anstieg der Fluoreszenzinten-
sitdt zeigt Bindungsereignisse an. Die Einzelmolekiilemp-
findlichkeit dieses Assays ermdglicht so den direkten Nach-
weis von p53-Antikorpern in Blutseren von Krebspatien-
ten.[140]

Die selektive Loschung von Oxazin-Farbstoffen wie
MR121 oder ATTO 655 durch Guanosinreste iiber Elektro-
nentransfer hilft bei der Entwicklung von einzelmolekiilemp-
findlichen DNA- oder RNA-Sonden, z.B. DNA-Haarnadel-
sequenzen (Abbildung 9).*! Wenn die Wechselwirkung zwi-
schen dem Farbstoff, der an das eine Ende des Stamms
gekuppelt ist, und den fluoreszenzloschenden Guanosinres-
ten am anderen Ende aufgehoben wird, etwa durch Bindung
der komplementdren DNA-Sequenz oder Spaltung durch
eine Endo- oder Exonuclease, so wird die Fluoreszenz
wiederhergestellt. DNA-Haarnadelsequenzen, die mit
einem Oxazin-Farbstoff am 5-Ende markiert sind, zeigten
einen 20fachen Anstieg ihrer Fluoreszenz beim Binden der
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Abbildung 9. a) Funktionsweise einer DNA-Haarnadelschleife mit
selektiver Fluoreszenzléschung durch Guanosin. Der Fluorophor (rot)
wird an das Cytosin am 5-Ende gekuppelt und durch die Guanosin-
basen (blau) tiber photoinduzierten Elektronentransfer geléscht. Nach
der Hybridisierung mit einer Zielsequenz (die komplementir zur
Schleifensequenz ist) wird die Fluoreszenz durch Konformationsinde-
rung wiederhergestellt. b) 3'-Biotinylierte Haarnadelschleifen (MR121-
C6-5'-CCCCAT,,TGGGG-3'), die mit dem Oxazinderivat MR121 mar-
kiert und auf einem Deckglas durch Biotin-Streptavidin-Bindung immo-
bilisiert wurden.[*® Beim Rastern (von oben links nach unten rechts)
wurde die Anregungspolarisation moduliert. Das konfokale Bild
(20x20 pm?, 50 nm pro Pixel) zeigt Fluoreszenzpunkte einzelner Haar-
nadel-DNA-Molekiile, an die die komplementiare Zielsequenz hybridi-
sierte (0-16 Photonen in 3 ms). Der Pfeil zeigt die Zugabe eines Uber-
schusses an Zielsequenz (Oligo(dA);) an. Fiir die meisten Punkte
deutet eine demodulierte Fluoreszenzintensitit auf frei rotierende
Haarnadel-DNA-Molekiile hin. Die Modulationsstreifen in den beiden
durch Kreise markierten Punkten zeigen stationdre Absorptionsdipole
der Fluorophore an; diese Fluorophore liegen fest auf der Oberflache.

komplementiren Sequenz. Auf dieser Grundlage wurde ein
kostengiinstiges und hoch empfindliches DNA/RNA-Nach-
weisverfahren entwickelt."* In anderen Studien wurden mit
immobilisierten DNA-Haarnadelsequenzen basierend auf
photoinduziertem intramolekularem Elektronentransfer von
Guanosinbasen auf angeregte Fluorophore einzelne DNA-
oder RNA-Molekiile in subpikomolaren Konzentrationen
nachgewiesen.™ Die Methode ist daher ideal, um spezifische
Zielsequenzen in sehr geringen Konzentrationen aufzuspii-
ren.

5. SMFS zur Untersuchung von photophysikalischen
Prozessen in Multichromophorsystemen

Im Hinblick auf spektroskopische Einzelmolekiilexperi-
mente missen Eigenschaften wie die digitale Photozersto-
rung oder das ,,Blinking®, die frither als charakteristisch fiir
einzelne Chromophore galten, neu iiberdacht werden. Ein-
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zelmolekiilstudien molekularer Wechselwirkungen in Multi-
chromophorsystemen haben gezeigt, dass mehrere Chromo-
phore gleichzeitig in ,, Aus“-Zustinde gehen konnen, 1041501531
Abhingig vom Abstand der Chromophore sind verschiedene
Chromophor-Chromophor-Wechselwirkungen denkbar, z.B.
Dexter-Energietransfer, Dimer- und Excimer-Bildung, Elek-
tronentransfer, photochemische Prozesse und intermolekula-
re Fluoreszenzloschung. Die bisher untersuchten Systeme
umfassen natiirliche Chromophore wie den Lichtsammel-
komplex LH2,*5 Jichtsammelnde Proteine wie Phyco-
erythrine und Allophycocyanine,*%151 genetisch codierte
Proteine wie DsRed? ' ynd kiinstliche Multichromo-
phorsysteme von einfachen Dimeren!™®! bis hin zu
komplexen lichtemittierenden  konjugierten = Polyme-
ren(10-152163.1641  ynd  dendritischen oder linearen Syste-
men.[85,91,104‘156,165,166]

Eine wichtige Eigenschaft vieler Multichromophorsyste-
me ist das kollektive Blinking, die gleichzeitige komplette
Fluoreszenzunterbrechung aller Chromophore. Das Blinking
einzelner Molekiile wurde schon frith entdeckt und kann
verschiedenen Prozessen zugeschrieben werden. Der wich-
tigste dieser Prozesse ist das Triplett-Blinking, der reversible
Ubergang in den Triplettzustand durch Intersystem Cros-
sing.'*"1%81 SMFS hat Erkldrungen fiir das kollektive Blinking
geliefert, deren gemeinsame Grundlage darin besteht, dass
anfangs nur ein Molekiil in den ,,Aus“-Zustand iibergeht
und dann die Fluoreszenz der iibrigen Chromophore
16scht.119%164 Djeses Prinzip ist auf das Intersystem Crossing
anwendbar, wobei das Molekiil im Triplettzustand die Anre-
gungsenergie der anderen Fluorophore durch einen effizien-
ten Energietransfer nach Forster ,,absorbiert«[*1:104136:163]
Demnach ist die Emission (S;,—S,) des Fluorophors in
Resonanz mit dem T,—T,-Ubergang des Fluorophors im
Triplettzustand. Dies fiihrt zu einem Molekiil in einem hoher
angeregten Triplettzustand, T,. Die Energie des T,-Zustands
wird schnell thermisch verteilt, sodass das Molekiil in den T}-
Zustand relaxiert. Das Molekiil im Triplettzustand kann nun
schnell zwischen T, und T, wechseln, bis es schlieBlich durch
Reverse Intersystem Crossing oder Phosphoreszenz in den
Grundzustand zuriickkehrt."%') Der Energietransfer von
einem Molekiil im Singulett- zu einem Molekiil im Triplett-
zustand, wird iiblicherweise als Singulett-Triplett-Annihilati-
on (ST-Annihilation) bezeichnet, da ein Energiequant des S;-
Anregungszustands scheinbar ,,vernichtet” wird.

AuBler der ST-Annihilation muss auch das ,,Energy Hop-
ping* zwischen identischen Chromophoren in Betracht gezo-
gen werden. Dabei wird Anregungsenergie iiber schwache
Dipol-Dipol-Kopplungen von einem Molekiil zum anderen
iibertragen (,,Homo-Energietransfer®).l%*!% Wegen der un-
terschiedlichen Uberlappung der entsprechenden Spektren
sind die R,-Werte bzw. Energietransfereffizienzen fiir das
»Energy Hopping® und die ST-Annihilation in Multichromo-
phorsystemen unterschiedlich.

Vor kurzem wurde gezeigt, dass noch eine dritte Mog-
lichkeit des resonanten Energietransfers mit einem dritten
Ry-Wert berticksichtigt werden muss: die Singulett-Singulett-
Annihilation (SS-Annihilation). Hierbei miissen zwei Farb-
stoffe fast gleichzeitig angeregt werden. Abhéngig von der
spektralen Uberlappung der S;—S;-Emission und der S;—S,-
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Absorption der Chromophore kann Energietransfer auftre-
ten. Als Folge daraus befindet sich ein Molekiil im Grund-
zustand und das andere in einem hoher angeregten Zustand
S,.. Uber strahlungslose Relaxation geht das zweite Molekiil
schnell in den ersten angeregten Singulettzustand iiber. Die
Nettoreaktion ist die ,, Vernichtung“ eines Excitons. Wie
gezeigt wurde, kann Singulett-Singulett-Annihilation in Ein-
zelmolekiilexperimenten einfach durch Photon-Antibun-
ching nachgewiesen werden, da immer dann Annihilation
auftritt, wenn mehr als ein Molekiil in einem Multichromo-
phorsystem gleichzeitig angeregt wird.®™ ") Nur wenn das
Multichromophorsystem wesentlich groer als der Forster-
Abstand fiir Singulett-Singulett- Annihilation wird, taucht die
verschwundene zentrale Bande im Histogramm der Inter-
photonenzeiten wieder auf.!'’!

Zusammenfassend ldsst sich sagen, dass sich Multichro-
mophorsysteme in mancher Hinsicht wie einzelne Emitter
verhalten, was kollektive ,, Aus“-Zustinde oder Photon-An-
tibunching betrifft. Diesen Prozessen liegt ein Energietrans-
fer gemiB der Forster-Theorie zugrunde, durch den die
Chromophore in Verbindung stehen, z.B. das ,,Energy Hop-
ping®, Singulett-Singulett- oder Singulett-Triplett-Annihilati-
on (Abbildung 10). Die Effizienz des ,,Energy Hoppings* und
der Singulett-Singulett-Annihilation kann durch Ensemble-
untersuchungen sowie durch zeitauflosende Einzelmolekiil-
messungen bestimmt werden, z.B. iiber die Fluoreszenzle-
bensdauer und -anisotropie und iiber Antibunching-Experi-
mente. Andererseits kann die Effizienz der Singulett-Triplett-
Annihilation nur auf Einzelmolekiilebene durch Analyse der
kollektiven ,,Aus“-Zeiten gemessen werden.

ST-Amnihilation | (B S |
SS5-Annihilation -D‘i_bl\_
Energy Hopping** §===
F T T T T T T T
0 2 4 i B 10 12 14
Kinm —»
1.0 \:
0.8 IK‘\
|
\ L
\ \
Tfl_f1— ‘lll
E_ 0.44 \\
i)
.24 i LY
\\.
1] 2 4 ] 2 10 12 14 16 I8 20
Rinm —

Abbildung 10. Berechnete FRET-Effizienz E ¢ bei variablem Donor-Ac-
ceptor-Abstand R fiir drei Energietransferprozesse nach Férster, die bei
identischen Perylenimid-Chromophoren in starren dendritischen Multi-
chromophorsystemen auftreten: , Energy Hopping®, Singulett-Singu-
lett(SS)-Annihilation und Singulett-Triplett(ST)-Annihilation.®") Die Ry-
Werte fiir die verschiedenen Transferwege wurden aus den Absorpti-
onsspektren S¢-S,, S;-S,, T-T, und den entsprechenden Emissionsspek-
tren des Donors berechnet; fiir k? wurde ein durchschnittlicher Wert
von 1.92 angenommen (aus Molekiilmechanik-Rechnungen).®!!
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Durch die Abhingigkeit von R™® sind Abstinde im
Bereich von 0.5 R, bis 1.5 R,, d.h. FRET-Effizienzen E.;
zwischen 0.98 und 0.1, fiir FRET-Messungen geeignet. Bei
zwei Perylen-Molekiilen entspricht dies Abstandsdnderungen
von 2.39-7.05 nm fiir das ,,Energy Hopping*, 3.52-10.56 nm
fiir die SS-Annihilation und 3.93-11.79 nm fiir die ST-Anni-
hilation (Abbildung 10).°Y Die Verwendung von zwei glei-
chen Farbstoffen ermoglicht also die Messung von Abstdnden
zwischen 2 und 12 nm.”'"Y Zudem ist die Synthese von
Molekiilen mit zwei gleichen Fluorophoren einfacher als die
Synthese von Produkten mit unterschiedlichen Flurophoren.
Wechselwirkungen, die stiarker sind als langreichweitige
FRETs, konnen zu zusitzlichen Verdnderungen im Fluores-
zenzspektrum oder bei der Lebensdauer fiihren. %172

6. Molekulare photonische Leiter

Auf den Ergebnissen der photophysikalischen Grundla-
genforschung baut die Entwicklung nanoskaliger optischer
Gerite wie photonischer Leiter auf. So wie ein elektrischer
Leiter Elektronen transportiert, transportiert ein photoni-
scher Leiter elektronische Anregungsenergie. Fiir molekulare
Bauteile ist dies ein grofler Vorteil, da man das Verbindungs-
problem — den Flaschenhals beim Verkniipfen von moleku-
laren mit makroskopischen Gerédten — umgehen kann. Bei
photonischen Leitern wird die Anregungsenergie als Licht in
den Leiter eingefithrt und durch den Leiter transportiert.
SchlieBlich wird sie in Form von Licht einer anderen Wellen-
lange an einem anderen Ort emittiert oder fiir einen Elek-
tronentransfer verwendet, d.h. die elektronische Anregungs-
energie wird in elektrische Ladung umgewandelt.

Die Grundidee eines photonischen Leiters stammt von
Lindsay et al.,"” die versuchten, einen photonischen Leiter
auf Porphyrin-Basis zu synthetisieren. Abgesehen von dem
Problem der Energiesenken, die durch lokale Inhomogenita-
ten zwischen den stark miteinander koppelnden Porphyrin-
Einheiten auftreten, lassen sich Porphyrine wegen ihrer
geringen Fluoreszenz- und hohen Triplettquantenausbeute
auch nur schwer durch SMFS untersuchen.

Andererseits miissen die Untereinheiten von Nanobau-
elementen der Untersuchung einzeln zugénglich sein. Der
ideale photonische Leiter besteht aus einer gleichméfBigen
Farbstoffanordnung, die ein einfaches inkohirentes Uber-
springen der Anregungsenergie ermoglicht. Dabei darf es
aber nicht zu Verdanderungen der photophysikalischen Eigen-
schaften der einzelnen Farbstoffe kommen, durch die uner-
wiinschte Energiesenken entstehen konnten. Daher wurde
eine alternative Strategie vorgeschlagen, bei der 1) konven-
tionelle Fluorophore mit hohen Quantenausbeuten einge-
setzt werden, 2) eine Energiekaskade als treibende Kraft der
Anregungsenergie die Ubertragungsrichtung sicherstellt, und
3) die Fluorophore in einer Weise angeordnet sind, die starke
Wechselwirkungen wie Dimerbildung oder Loschung unter-
bindet.'"*'” Die Energie wird gemiB der Forster-Theorie
tiber schwache Dipol-Dipol-Wechselwirkungen transportiert.

Die Umsetzung dieses Konzepts bedarf einer Synthese-
strategie, mit deren Hilfe ein starres Geriist gezielt mit
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verschiedenen Fluoreszenzfarbstoffen markiert werden kann.
Eine Moglichkeit bietet die Verwendung von Doppelstrang-
DNA, die mit verschiedenen Fluorophoren markiert ist.
Diese transportiert Licht (genauer: Energie) vom Donor-
zum Acceptorende durch verschiedene Dipol-Dipol-Ener-
gielibertragungsschritte, bei denen spektral separierte Farb-
stoffe verwendet werden. Die Fluorophore miissen eine
Energiekaskade bilden, d.h. der erste Farbstoff hat die
hochste und der letzte Farbstoff die niedrigste Anregungsen-
ergie, damit die Richtung des photonischen Leiters festgelegt
ist (Abbildung 11a). Im optimalen photonischen Leiter wird
die Richtung des Energieflusses wie beschrieben sicherge-
stellt, gleichzeitig wird aber der Energieverlust minimiert,
z.B. durch einige ,,Homo-FRET“-Zwischenschritte.'>17]

Wegen ihrer einzigartigen Eigenschaften eignet sich Dop-
pelstrang-DNA ideal fiir den Aufbau molekularer Nanoma-
schinen. Mit einer Persistenzlinge von 50 nm stellt sie ein
starres Geriist dar, an das die Fluorophore angebracht werden
konnen.'”7 AuBerdem stehen viele DNA-Markierungstrate-
gien zur Verfiigung, um verschiedene Farbstoffe einzufiihren.
Die Stiarke dieses Ansatzes liegt in der einfachen Synthese,
mit der definierte Anordnungen aus vielen Fluorophoren
aufgebaut werden konnen. Ausgehend von einem Einzel-
strang-DNA-Fragment kann man Teile der Gegensequenz,
die die gewiinschten Chromophore tragen, mit dem Einzel-
strang hybridisieren (Abbildung 11b). Vor kurzem demon-
strierten wir dies durch die Synthese und spektroskopische
Charakterisierung eines gerichteten photonischen Leiters:
Zwischen fiinf spektral unterschiedlichen, kovalent an Dop-
pelstrang-DNA gebundenen Chromophoren finden vier hoch
effiziente Energietransferschritte statt.'” SMFS mit vier
spektral separierten Detektoren deckte Subpopulationen auf,
die eine Gesamttransfereffizienz bis zu 90 % iiber 13.6 nm
und einen Spektralbereich von ca. 200 nm zeigen. Die An-
ordnung der Chromophore kann nicht nur in Bezug auf ihren
Abstand, sondern auch in Bezug auf ihre relative Orientie-
rung optimiert werden. Durch kiirzere Abstinde zwischen
den Fluorophoren wire ein sehr schneller Energietransfer
iiber den Dexter-Mechanismus moglich. Einige dieser An-
sdtze beruhen auf supramolekularer Chemie unter Verwen-
dung von Templaten (z.B. Zeolithen).['®!

Photonische Drihte sind nur ein komplementéres Bauteil
zu molekularen elektronischen Bauteilen. Die nédchste Kom-
plexititsstufe erreicht man durch die Einfithrung eines Schal-
ters. Vor kurzem haben Irie et al. einen solchen Photonen-
schalter entwickelt."””! Sie zeigten in einem Zweifarbenexpe-
riment, dass ein Fluorophor, der mit einer schaltbaren
Loscheinheit (einem Diarylethen-Derivat) verbunden ist,
durch Licht mit A =488 und 325 nm an- bzw. ausgeschaltet
werden kann. UV-Licht wurde verwendet, um den Quencher
zu aktivieren, Licht mit A =488 nm desaktivierte den Quen-
cher und fiihrte erneut zur Fluoreszenz. Obwohl die Verwen-
dung der gleichen Wellenldnge (hier A =488 nm) zum Abfra-
gen und zum Schalten normalerweise einen Nachteil darstellt,
war sie in diesem Fall moglich: Da die Desaktivierung
(Isomerisierung) ungefdhr 1000-mal weniger effizient ist als
die Aktivierung des Quenchers, konnen Abfrage und Schal-
ten, z. B. durch die Intensitédt des Anregungslichts, kontrolliert
werden. In einem perfekten Schalter sollte jedoch das Schal-
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Abbildung 11. a) Prinzip eines photonischen Leiters. Die Anregungsenergie wird iiber verschiedene Energietransferschritte von einer Seite zur an-
deren tbertragen. Die Chromophore bilden eine Energiekaskade, um die Richtung des Energietransfers sicherzustellen. b) Synthesestrategie fiir
gerichtete photonische Leiter. Um verschiedene Farbstoffe in der richtigen Reihenfolge anzubringen, werden kurze farbstoffmarkierte Oligonucleo-
tide an den komplementiren DNA-Strang hybridisiert. c) Ensemble-Anregungspektrum (griin) und Fluoreszenzemissionsspektrum (rot) (relative
Fluoreszenzintensitit I gegen Wellenlidnge 1) eines auf DNA beruhenden photonischen Leiters mit drei Farbstoffen (Rhodamin 110 (R110), Tetra-
methylrhodamin (TMR) und ATTO 590), deren Abstand jeweils 10 Basenpaare (ca. 3.4 nm) betrigt; die Transmissionskurve des dichroitischen
Strahlteilers, der fir die SMFS-Messungen an individuellen photonischen Leitern verwendet wurde, ist grau gezeigt. Fiir die Gesamt-Energietrans-
fereffizienz vom ersten Donor R110 iiber TMR zum Endacceptor ATTO 590 erhilt man stark unterschiedliche Werte, je nachdem, ob man von der
Abnahme der Donorfluoreszenz (ca. 40%) oder von den relativen Intensitaten der Anregungsspektren ausgeht (ca. 60%). Andererseits sollte die
GroRe und Komplexitit des Systems dazu fiihren, dass verschiedene Orientierungen der Farbstoffe zueinander, ungeniigende Hybridisierung und/
oder zusitzliche Léschprozesse eine inhomogene Verbreiterung der Transfereffizienz zur Folge haben, die sich in den Ensemblemessungen wider-
spiegelt. d) Fluoreszenzintensititskurve eines einzelnen photonischen Leiters adsorbiert auf einer Glasoberfliche, bestimmt durch SFLIM mit De-
tektionsfenster bei 520-590 nm (griin) und 590-680 nm (rot); schwarze Kurve: Gesamtintensitit.”® Wahrend der ersten fiinf Sekunden wird das
Signal in Ubereinstimmung mit den Lebensdauermessungen aufgrund des effizienten Energietransfers vom Endacceptor ATTO 590 geprigt. Die
vom kurzwelligen Detektor wahrend der ersten 3 s (grau unterlegt) aufgenommene Fluoreszenzabklingkurve (griin) zeigt starke Léschung, wih-
rend die auf dem langwelligen Kanal aufgenommene Abklingkurve (rot) eine ausgeprigte Fluoreszenzanstiegszeit sowie eine lange Abklingzeit
von ca. 4 ns zeigt, wie es fiir ATTO 590 erwartet wird. Nach 4 s tritt ein kollektiver , Aus“-Zustand auf. Nach ungefihr 5 s wird der Acceptor

ATTO 590 photozerstért, was mit einer abrupten Anderung der anteiligen Intensitat F, einhergeht. Auf die Photozerstérung von TMR (nach ca.

7 s) folgt ein leichter Anstieg des F,-Werts, der auf die Restfluoreszenz von R110 und die Transmissionseigenschaften der verwendeten Filter zu-
riickzufiihren ist.

ten vollig unabhéngig von der Abfrage des Schalterzustands
sein.

Das effiziente Loschen eines Fluorophors durch Elektro-
nentransfer stellt einen geeigneteren Loschmechanismus fiir
Photonenschalter dar. Es wire auf diese Art moglich, selektiv
einzelne Fluorophore innerhalb des photonischen Leiters

durch Anhéngen eines schaltbaren Elektronendonors oder H"". >e-> "‘ > »0>0 M,
-acceptors anzusprechen (Abbildung 12). Idealerweise sollten Q
diese Redox-Photonenschalter durch zwei Wellenldngen an- ko << ki

gesprochen werden, bei denen der Fluorophor nicht absor- Abbildung 12. |dealisierter gerichteter photonischer Leiter mit Redox-

biert. Eine dritte Wellenldnge sollte die Stellung des Schalters
feststellen. Wahrend der Photoisomerisierung sollte die Ein-
heit ihr Redoxpotential oder die Strukturmerkmale der
Donor-Acceptor-Wechselwirkung derart veridndern, dass sie
in einem Zustand als Quencher fiir den Fluorophor fungiert,
wohingegen der photoinduzierte Elektronentransfer im an-
deren Zustand thermodynamisch, kinetisch oder durch die
Konformation des Redox-Photoschalters verhindert ist (Ab-
bildung 12).
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schalter: Photoisomerisierung des Linkers, an dem der Elektronen-
transferquencher (Q) hingt, verindert die Wechselwirkungsgeometrie
zwischen Fluorophor und Quencher. Das Schalten des photonischen
Leiters wird durch Anregung mit einer zweiten und dritten Wellenlange
erreicht (7, bzw. #,). Im ,Aus“-Zustand (oben) ist der photoinduzierte
Elektronentransfer (PET) zwischen einem Fluorophor und dem Quen-
cher (Q) wesentlich schneller als der Energietransfer (ET) zum nichs-
ten Fluorophor (keer> kgr). Durch diese Anordnung lisst sich der Pho-
tonendraht selektiv zwischen einem ,,An“- und einem , Aus“-Zustand
schalten.
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7. SMFS in der Biologie

In den vergangenen Jahren wurden bedeutende Fort-
schritte auf dem Gebiet hoch organisierter Nanostrukturen,
insbesondere molekularer Maschinen, und ihrer Funktionen
in lebenden Zellen erzielt."®'%1 Obwohl ungefihre Daten
iiber die Zusammensetzung biomolekularer Maschinen und
ihre Wechselwirkungen auf molekularer Ebene vorliegen, ist
keinesfalls klar, wie der Stoffwechsel im Zellkern, Stoffwech-
selenzyme oder Regulationsfaktoren organisiert sind. Dar-
iiber hinaus wird angenommen, dass die Zellbausteine in
vielen dieser molekularen Maschinen nicht synchron reagie-
ren, sondern unterschiedlichen Reaktionskinetiken folgen.
Da beispielsweise Polymerase-II-haltige Transkriptionszen-
tren in Sdugerzellen nur ca. 40 nm grof3 sind und im Durch-
schnitt 8 aktive Polymerasemolekiile enthalten,'*” werden
einzelmolekiilempfindliche Detektionsmethoden benotigt,
um das dynamische Wechselspiel der Zellbausteine sowie
ihre prizisen Positionen und Abstinde mit hoher zeitlicher
und rdumlicher Auflosung zu untersuchen. Einzelmolekiil-
methoden bieten aulerdem die Moglichkeit einer dreidimen-
sionalen Analyse.””) Dennoch erscheinen diese Techniken
vielen Forschern zu kompliziert, und in der Biologie iiber-
wiegen immer noch genetische und elektronenmikroskopi-
sche Untersuchungen.

In den vergangenen Jahrzehnten ist die In-situ-Hybridi-
sierung und -Markierung derart optimiert worden, dass die
mikroskopische Detektion spezifischer Protein- oder mRNA-
Molekiile durch fluoreszenzmarkierter Nucleinsduren oder
Antikorper moglich wurde.®®)  Derartige Methoden
werden fiir die Anwendung an fixierten Zellen oder Gewe-
bematerial weiterentwickelt, andererseits steigt aber die
Nachfrage fiir Techniken zur Visualisierung von Protein-
und RNA-Molekiilen in lebenden Zellen. So konnten Zweifel
ausgeraumt werden, ob die an fixierten Zellen beobachteten
Muster die Situation in lebenden Zellen genau wiedergeben.
Fixierung und Zellvorbehandlung koénnten die Lokalisie-
rungsmuster storen und die Zellmorphologie verschlech-
tern.'””l AuBerdem liefern Untersuchungen an lebenden
Zellen die besten Informationen iiber die Dynamik von
DNA-, RNA- oder Protein-Synthese und -Transport.

7.1. Fluoreszenzmarkierungsstrategien fiir die Bildgebung
von Zellen

Bei der Untersuchung biologischer Proben werden be-
stimmte Zielmolekiile mit einem Fluoreszenzfarbstoff mar-
kiert. Entsprechende Fluoreszenzmarkierungen fiir die SMFS
in Zellen miissen besonders hohe Anforderungen an Bio-
kompatibilitdt und Photostabilitit erfiillen und diirfen die
biologische Funktion nicht storen. Vorher stellt sich jedoch
das Problem der positionsgenauen Markierung in einer
lebenden Zelle. Einige neue Techniken hierzu wurden vor
kurzem in einer Ubersicht besprochen.”'!l Im einfachsten
Fall werden die zu untersuchenden Biomolekiile in vitro mit
Standardmethoden markiert. Danach werden die Zellen mit
bekannten chemischen, elektrischen oder mechanischen Me-
thoden oder mithilfe von Vesikeln beladen. Bei der Lokali-
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sierung von RNA in lebenden Zellen muss beispielsweise die
Zielsequenz mit einer fluoreszenzmarkierten Gegensequenz
als Sonde markiert werden. Ein Problem dieser Fluoreszenz-
in-vivo-Hybridisierung (FIVH) besteht in der ausreichenden
Zufuhr von Sondenmolekiilen an Positionen in der Zelle, wo
sie mit der Zielsequenz hybridisieren konnen. Die direkteste
Methode, Sondenmolekiile in eine Zelle einzufiihren, ist die
Injektion mit einer Mikropipette; alternativ konnen auch
Liposomen verwendet werden.['*?

Die Mikroinjektionstechnik beruht auf der Injektion aus
einer Mikropipette mit einer sehr diinner Spitze, indem zu
einem genau definierten Zeitpunkt Druck ausgetibt wird. Die
Reproduzierbarkeit dieser Technik ist jedoch nicht ausrei-
chend fiir die SMFS, denn es sollen nur wenige Molekiile pro
Zelle eingebracht werden. Mithilfe einer Mikropipette
wurden kiirzlich fluoreszenzmarkierte Oligonucleotide in
Zytoplasma und Zellkern lebender 3T3-Mausfibroblasten
injiziert.®™ Da der Innendurchmesser von 500+ 200 nm an
der Spitze der Mikropipette vergleichbar mit dem Durch-
messer des konfokalen Detektionsvolumens war, wurden
nahezu alle Molekiile detektiert, die durch die Pipettenoff-
nung ausstromten.” >l Die injizierten Molekiile konnten
gezdhlt werden, und man erhielt quantitative Informationen.

FEine weitere viel versprechende Methode ist die Prote-
intransduktion. Einige natiirliche Proteine, z.B. das TAT-
Protein aus HIV, dringen effizient in Zellen ein.'*>'°l Die
groBen Molekiile verdanken diese Fiahigkeit dem Vorliegen
spezifischer kurzer Sequenzen. Arginin-reiche Peptide sorgen
fiir die effiziente Translokation durch die Plasmamembran
und die anschlieBende Anreicherung im Zellkern. Daher
konnten sie niitzliche Vektoren sein, um biologisch instabile
Wirkstoffe wie Oligonucleotide oder Peptide in Zellen ein-
zuschleusen.'”) Die Aufnahme dieser kationischen, mem-
brandurchdringenden Peptide durch Zellen wurde mit einem
Mechanismus erkldart, der keine Endozytose einschlief3t.
Penetrationsstudien an nicht fixierten lebenden Zellen
(HeLa-Zellen und humanen Oberhautkeratinozyten) unter
Verwendung fluoreszenzmarkierter, Peptidase-resistenter [3-
Oligoarginine zeigten, dass ldngerkettige B-Oligoarginine
(aus 8 und 10 Aminosdureeinheiten) in die Zelle eindringen
und sich — unabhéngig von der Temperatur (bei 37°C wie bei
4°C) oder einer Vorbehandlung mit NaN; — im Zellkern,
insbesondere in den Nucleoli, anreichern.!':1%

Ein dhnlicher Ansatz nutzt die Affinitit eines Zielmole-
kiils fiir ein kleineres Molekiil, das in vitro synthetisiert
werden kann. Diese Strategie ist komplizierter als die In-
vitro-Markierung, da eine hohe Affinitdt zwischen beiden
Partnern erforderlich ist, um eine unspezifische Bindung in
der Zelle zu vermeiden. Dennoch ist die Methode vorteilhaft,
wenn die mit Einzelmolekiiltechniken zu untersuchende
Verbindung nicht gereinigt oder die Lokalisierung des Ziel-
molekiils nicht einfach reproduziert werden kann. Ein Anti-
korper oder ein anderer spezifischer Ligand kann diese In-
situ-Markierung ausfithren.”®! Trotzdem ist es immer noch
hiufig problematisch, bestimmte Strukturen selektiv mit
Analytkonzentrationen anzusprechen, die fiir die Einzelmo-
lekiilspektroskopie ausreichen (107'm). In einer verbesserten
Version der indirekten Markierungsstrategie erkennt daher
der Ligand den Bindungsvorgang, und nur die spezifische

Angew. Chem. 2005, 117, 2698 — 2728


http://www.angewandte.de

Einzelmolekiluntersuchungen

Bindung fiihrt zu starker Fluoreszenz.!"*!%! Alternativ kann
die Fluoreszenz an besonderen Positionen in der Zelle durch
eine Markierung aktiviert werden, die iiber einen photoak-
tiven Linker mit einem Quencher verbunden ist. Nach der
Abspaltung des Quenchers durch Photodissoziation des Lin-
kers gewinnt der Farbstoff seine Fluoreszenz zuriick. Um
etwa die Arbeitsweise eines Protease-Enzyms zu beobachten,
konnte ein nichtfluoreszierendes Substrat verwendet werden,
das sich nach der Spaltung durch die Protease durch Fluo-
reszenz zu erkennen gibt.?’!

Die eleganteste Methode, Proteine in vivo spezifisch zu
markieren, ist die genetische Markierung. Der Fluorophor ist
in der Regel ein genetisch codiertes Protein wie das Griin
Fluoreszierende Protein (Green Fluorescent Protein, GFP)
oder dessen Verwandte. GFP aus der biolumineszenten
Qualle Aequorea victoria hat viele Teilgebiete von Zellbio-
logie und Biotechnologie vorangebracht, da es eine direkte
genetische Codierung starker Fluoreszenz im sichtbaren
Bereich erméglicht.”*>?*! GFP kann sowohl N- als auch C-
terminal an viele Proteine angehéngt werden, ohne deren
native Funktion zu beeintrichtigen.?* 2%l Bei dieser Methode
wird die DNA-Gensequenz fiir GFP direkt neben die Se-
quenz gesetzt, die das zu untersuchende Protein codiert. GFP
besteht aus 238 Aminosduren und hat eine zylindrische
Struktur; der Fluorophor liegt gut geschiitzt in der zentralen
Helix im Inneren des Zylinders. Dieser Zylinder ist mit einem
Durchmesser von 3nm und einer Linge von ca. 4 nm
wesentlich groBer als ein normaler Fluorophor (<1 nm).

An GFP- oder YFP-Fusionsproteinen (YFP = Yellow
Fluorescent Protein) in Membranen lebender Zellen
wurden Einzelmolekiilstudien durchgefiihrt (GFP und YFP
fluoreszieren am stdrksten und sind am photostabils-
ten),?*?*! doch erwiesen sich ihre komplexe Photophysik
und ihre niedrige Photostabilitét als problematisch fiir ein-
zelmolekiilspektroskopische Anwendungen.*21°212]

Die Entdeckung neuer fluoreszierender Proteine aus
nichtfluoreszierenden Anthozoa-Spezies,*® besonders des
rot fluoreszierenden Proteins DsRed, erdffnete neue Mog-
lichkeiten fiir Mehrfarbenmarkierung und FRET-Anwendun-
gen. Bevor DsRed als In-vivo-Reporter in SMFS-Anwen-
dungen genutzt werden kann, miissen noch grofle Probleme
wie die langsame Reifung und die griine Restfluoreszenz
tiberwunden werden.**1% Um die Reifungseigenschaften zu
verbessern und die Aggregation zu verhindern, wurde eine
Reihe weiterer rot fluoreszierender Proteine und DsRed-
Varianten entwickelt, z. B. DsRed2, DsRed-Express, eqFP611
oder HcRed1.?*2% Kiirzlich wurde das Problem der DsRed-
Oligomerisierung mutagenetisch gelost (mRFP1).!")

Eine elegante Alternative zu iiblichen FRET-Studien
stellt die biomolekulare Komplementierung zum Studium
von Proteinwechselwirkungen in lebenden Zellen dar. Dieser
Ansatz beruht auf der Komplementierung zweier nichtfluo-
reszierender YFP-Fragmente, die jeweils an ein Protein
gebunden sind und durch eine Wechselwirkung zwischen
den Proteinen zusammengebracht werden.'®!
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7.2. SMFS in lebenden Zellen

Einzelne fluoreszierende Molekiile konnen in Losung
oder auf Oberfldchen leicht mit hohem S/R-Verhiltnis de-
tektiert werden, doch die Entwicklung neuer Einzelmolekiil-
methoden zum Studium komplexer Vorginge in lebenden
Zellen gestaltet sich deutlich schwieriger. Im Unterschied zu
klar definierten In-vitro-Bedingungen sieht man sich im
Zellinneren mit einem Sammelsurium biologischer Makro-
molekiile und fluoreszierender Verbindungen wie Porphyri-
nen oder Flavinen konfrontiert. Diese komplexe Umgebung
erzeugt eine intensive Hintergrundfluoreszenz, die so ge-
nannte Autofluoreszenz. Daher wurden hiufig nanomolare
oder hohere Konzentrationen fluoreszenzmarkierter Proteine
oder Oligonucleotide eingesetzt, um die Diffusion in Zelle
und Zellkern mit FCS zu messen.*"*"

Dennoch wurden in lebenden Zellen mit sehr niedrigen
Expressiongeschwindigkeiten die Fluoreszenzsignale einzel-
ner diffundierender EGFR-EGF-Fusionsproteine detek-
tiert.’?!! Konfokale Fluoreszenzmikroskopie wurde ebenso
erfolgreich verwendet, um Fluoreszenzsignale Rhodamin-
markierter Oligonucleotidmolekiile in lebenden Zellen zu
erfassen.”” Um die bei Anregung mit griinem Licht auftre-
tende Autofluoreszenz des Zellkulturmediums zu vermin-
dern, wurden die meisten Messungen in phosphatgepufferter
Kochsalz-Losung (PBS) durchgefiihrt. Die ersten intrazellu-
laren Trajektorien einzelner Proteinmolekiile, die mit meh-
reren Farbstoffen markiert waren, wurden von Kubitschek
und Mitarbeitern beobachtet.”?>*4 Mithilfe eines optimier-
ten Laser-Videomikroskops mit hoher Empfindlichkeit und
Aufnahmegeschwindigkeit wurden einzelne Ribonuclease-
Proteine sichtbar gemacht und mit einer rdumlichen Auflo-
sung von 35 nm bei einer zeitlichen Auflosung von 30 ms
verfolgt.

Vor kurzem beobachteten Briauchle und Mitarbeiter den
Infektionsweg einzelner Viren durch Fluoreszenzbildgebung
in Echtzeit.”” In einer #hnlichen Studie wurden durch
gepulste Laseranregung mit rotem Licht (A=635nm) in
Kombination mit spektral aufgeloster Fluoreszenzlebensdau-
ermikroskopie (spectrally-resolved fluorescence lifetime ima-
ging microscopy, SFLIM) die Fluoreszenzsignale markierter
Oligonucleotide vor dem Hintergrund der Autofluoreszenz
detektiert. Dies gelang dank der charakteristischen Fluores-
zenzlebensdauern und spektralen Eigenschaften der verwen-
deten Fluorophore.® SFLIM-Aufnahmen und Fluoreszenz-
intensitdtsmessungen von lebenden 3T3-Mausfibroblasten
ergaben, dass von ca. 100-1000 fluoreszenzmarkierten Oli-
go(dT)-43-meren nach der Mikroinjektion ca. 10-30 % nicht
frei im Zellkern diffundieren konnen, sondern an Teile der
Transkriptions-, Splei3- oder Polyadenylierungsmaschinerie
gebunden sind. Diese Ergebnisse zeigen, dass die Kombina-
tion aus konfokaler Bildgebung und Echtzeit-Fluoreszenzmi-
kroskopie es ermoglicht, Transportwege in intakten biologi-
schen Systemen zu untersuchen, Schliisse iiber den grundle-
genden Aufbau der Zelle zu ziehen, und individuelle Bin-
dungsereignisse ebenso wie Mobilitdtseinschrankungen in
lebenden Zellen zu analysieren.

Andererseits werden einzelne Farbstoffmolekiile relativ
schnell photozerstort, wenn sie unter nativen Bedingungen
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beobachtet werden. Daher reicht die Be-
obachtungszeit héufig nicht aus, um die
gewiinschte Information zu erhalten.?"
Fiir In-vitro-Studien markierter Molekiile
wurden Bedingungen erarbeitet, unter
denen die Photostabilitit erhoht wird,
sodass Fluorophore minutenlang beobach-
tet werden konnen. Die Gruppen von Chu
und Ha etablierten ein Glucose-Oxidase/
Katalase-System, das Sauerstoff entfernt
und die Photostabilitdt von Cyaninfarbstof-
fen in vitro um GroBenordnungen
erhoht.P*?% Leider konnen diese Techni-
ken nicht in lebenden Zellen verwendet
werden, sodass photostabilere Markierun-
gen erforderlich sind, die gleichzeitig die
biologische Funktion nicht beeinflussen.
Eine Fluorophor-Klasse, in die diesbe-
ziiglich groB3e Erwartungen gesetzt werden,
sind Halbleiter-Nanokristalle (nanocrystals,
NCs) wie Kern-Schale-CdSe/ZnS (core—
shell CdSe/ZnS).”*"! Thre einzigartigen op-
tischen Eigenschaften, abstimmbare enge
Emissionsspektren, breite Absorptions-
spektren, hohe Photostabilitit und eine
lange Fluoreszenzlebensdauer (in der Gro-
Benordnung einiger zehn Nanosekunden),
machen diese Sonden fiir Experimente mit

P. Tinnefeld und M. Sauer
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Abbildung 13. a) Fluoreszenzintensitatskurve (Zahlrate v gegen Zeit t) eines einzelnen
Halbleiter-NCs (Qdot605-Streptavidin-Konjugat), der auf einer trockenen Glasoberfliche mit
verschiedenen Laserintensititen angeregt wurde (488 nm, frequenzverdoppelter Ti:Saphir-
Laser mit einer Repetitionsrate von 3.8 MHz). Nach ca. 20 s wurde der Strahl abgeblockt
und die durchschnittliche Anregungsenergie von 1 auf 0.2 kWcm™2 verringert. Blinking des
NCs tritt bei niedrigen Anregungsintensitdten weniger hiufig auf. Der Einschub zeigt ein
normalisiertes Histogramm des hintergrundkorrigierten N/N-Verhiltnisses, gemessen an
60 einzelnen Qdot605-Streptavidin-Konjugaten, die auf einer trockenen Oberfliche adsor-
biert waren. Das recht hohe N /N-Verhiltnis (>0.3) zeigt, dass sich mehr als 50% der un-
tersuchten NCs nicht wie einzelne Emitter verhalten (eventuell verursacht durch Aggregat-
bildung). b) Fluoreszenzbild einer HelLa-Zelle in PBS-Puffer, angeregt bei 488 nm. Der Ein-
schub zeigt ein Phasenkontrastbild der Zelle. Die Zellen wurden mit einer 10°®m Lésung
von Qdot605-Streptavidin-Konjugaten, 10~ m biotinyliertem Polyarginin (Arg,e-Lys) und
10~ m fluoreszenzmarkiertem Polyarginin (Arg,,-Lys-Fluorescein) 20 min inkubiert und an-
schlieRend gewaschen. Wahrend die fluoreszenzmarkierten Polyarginine (griin) in die Zelle
eindringen und sich in den Nucleoli anreichern,®* ' binden die mit biotinyliertem Poly-
arginin bedeckten Streptavidin-iiberzogenen NCs (rot) auf der Membran, dringen aber nicht

langen Beobachtungszeiten und Vielfar-  in die Zelle ein.

benexperimente  interessant.  Dariiber
hinaus kann die relativ lange Fluoreszenz-
lebensdauer der Nanokristalle den Bildkontrast verstirken
und die Empfindlichkeit bei biologischen Anwendungen mit
torgeschalteter Detektion erhhen.” Obwohl die Biokom-
patibilitdt von NCs schon vor einigen Jahren nachgewiesen
wurde,*?*] erzielten sie ihren Durchbruch fiir biologische
Anwendungen erst vor kurzem.*?* Heutzutage konnen
NCs einfach funktionalisiert werden: Beispielsweise kuppeln
Streptavidin-funktionalisierte NCs unter milden Bedingun-
gen an biotinylierte Biomolekiile. Immunfluoreszenzmarkie-
rungen von Tumormarkern und anderen Zielmolekiilen auf
der Oberfldche fixierter und lebender Krebszellen gelangen
genauso wie die Markierung von Actin- und Mikrotubuli-
Fasern im Zytoplasma und die Detektion von Antigenen im
Zellkern.”! Wie erste Erfolge zeigen, kann davon ausgegan-
gen werden, dass NCs bald eine wichtige Rolle bei In-vivo-
Einzelmolekiilstudien einnehmen werden 72

Trotzdem sind NCs kein Allheilmittel fiir biologische
Anwendungen von SMFS und Fluoreszenzbildgebung. Bei-
spielsweise ist es schwierig, NCs mit einzelnen Bindungsstel-
len auszustatten, sodass sie spezifisch nur ein einziges Ziel-
molekiil binden. Statt dessen tendieren NCs dazu, im Mar-
kierungschritt mehrere Zielmolekiile zu binden. Ein weiteres
Problem bildet das Blinking,” das stark von der Anre-
gungsintensitit abhingt (Abbildung 13a), und oft einem
Potenzgesetz gehorcht.?*?*!! Das Blinking von NCs ist von
1-10 mm Sulfanylethanol effizient verringert, ein solcher
Zusatz von Reduktionsmitteln scheidet jedoch fiir die Bild-
gebung in lebenden Zellen aus.**” AuBerdem lumineszieren
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normalerweise nicht alle Halbleiterpartikel, sie konnen aber
photoaktiviert werden.**)

Weiterhin stellt sich die Frage, ob Partikel aus toxischem
Material fiir In-vivo-Studien geeignet sind, ohne die biologi-
sche Funktion einzuschrinken.” Beispielsweise sind Kern-
Schale-NCs mit einer organischen Oberfldchenbeschichtung
kommerziell erhéltlich, die chemische und photophysikali-
sche Stabilitét, Inertheit in verschiedenen Umgebungen und
ausreichende Loslichkeit in Puffern gewéhrleisten soll. Au-
Berdem konnen auf diese Weise reaktive Gruppen fiir die
Kupplung mit Biomolekiilen eingefiihrt werden. Diese Par-
tikel sind mit 15 bis 25 nm Durchmesser ungefiahr 4- bis 5-mal
groBer als GFP-Derivate und 15- bis 25-mal grofer als
konventionelle Fluorophore fiir die Markierung von Biomo-
lekiilen. Es ist weiterhin unsicher, ob die Partikel nur aus
einem einzigen NC bestehen. Wihrend diese Frage diejeni-
gen Anwender weniger beschiftigt, die primér an der Inten-
sitdt des Fluoreszenzsignals interessiert sind, erschwert sie die
quantitative Analyse des Fluoreszenzsignals, die Informatio-
nen iiber die Zahl der an eine Zielstruktur gebundenen
Molekiile liefern soll (Abbildung 13 a).

Wir benutzten biotinylierte Polyarginin-Peptide (Arg,-
Lys), um kommerziell erhéltliche Steptavidin-iiberzogene
NCs (Qdot605 streptavidin conjugate) in HeLa-Zellen ein-
zuschleusen. So ist bekannt, dass fluoreszenzmarkierte Poly-
arginine (Arg;,-Lys-Fluorescein) in die Zelle eindringen und
sich im Zellkern anreichern (Abbildung 13b).1*!*! Die mit
Polyargininen versehenen NCs verhalten sich hingegen

Angew. Chem. 2005, 117, 2698 —2728


http://www.angewandte.de

Einzelmolekiluntersuchungen

anders: Zunichst wurde getestet, dass aus 10~*m Losungen
Streptavidin iiberzogene NCs nach 24 h weder von HeLa-
Zellen aufgenommen werden, noch sich an die Zellmembran
anlagern. Bei Zusatz eines Uberschusses an biotinylierten
Polyarginin-Peptiden (107°m Arg,,-Lys-Biotin) binden die
NCs sofort an die Zellmembran, ohne aber in die Zelle zu
gelangen (Abbildung 13b). GroBe (15-20 nm) und/oder
Ladung der verwendeten NCs verhindern daher ihre Auf-
nahme iiber peptidspezifische Wege. Alternativ konnte die
Peptiderkennungssequenz (Argy,) teilweise in der Streptavi-
din-Bindungstasche versteckt sein.['*1’)

8. Colokalisation und Bestimmung des Abstands
zwischen einzelnen Molekiilen

SMEFS eroffnet neue Wege fiir die Aufkldrung des drei-
dimensionalen Aufbaus und der Funktion lebender Zellen.
Die Informationen verdankt man der geringen Grofie der
Farbstoffmolekiile: Da Fluorophore wesentlich kleiner sind
als die Wellenldnge des von ihnen emittierten Lichts, wirken
sie als Punktlichtquellen. Das Zentrum der resultierenden
Punktabbildungsfunktion (point spread function, PSF), die
das Verhalten des optischen Systems wiedergibt, kann mit der
Schwerpunktsmethode oder mit einer GauB3-Funktion sehr
genau bestimmt werden. Die PSF beschreibt die dreidimen-
sionale Energiedichte im Raum, die von einer Punktlicht-
quelle erzeugt wird. Mit dieser genauen Lokalisierungsme-
thode wurde die Bewegung einzelner Motorproteine/®>#!
sowie die Diffusion von markierten Lipidmolekiilen!?*¢2*]
und von Molekiilen in Gelen verfolgt.’*! Die hohe Positi-
onsgenauigkeit ist auch niitzlich bei der Colokalisation ver-
schiedener Bausteine molekularer Maschinen in Zellen und
fiir die prazise Bestimmung ihrer gegenseitigen Absténde.
Eine einzelmolekiilempfindliche Colokalisationstechnik mit
einer Auflosung von einigen zehn Nanometern konnte die
Liicke zwischen der Fernfeldmikroskopie (Auflosung tiber
200 nm) und FRET (Auflosung ca. 2-8 nm) schlieBen.

Vor kurzem wurde mit der hochauflosenden Einzelmole-
kiil-Bildgebung mit Photozerstérung (single-molecule high-
resolution imaging with photobleaching)?®! eine relativ ein-
fache Methode vorgestellt. Sie nutzt die sequenzielle Photo-
zerstorung zweier identischer Fluorophore, um Absténde bis
hinab zu 10 nm zu bestimmen. Das beschriebene Verfahren
kann jedoch nur die zweidimensionale Projektion des Ab-
stands zwischen Molekiilpaaren in der xy-Ebene messen.
Normalerweise werden die einzelnen Komponenten bei der
Colokalisation von Biomolekiil-Bausteinen mit Fluoreszenz-
markierungen angefdrbt, die zumindest teilweise spektral
getrennt werden konnen. Eine quantitative dreidimensionale
Fluoreszenzanalyse gelingt mit konfokaler Vielfarben-Laser-
rastermikroskopie (CLSM) und hoch entwickelten Bildana-
lyseverfahren.”"*" Bei gewohnlichen Vielfarbenmethoden
verschlechtern sphirische und chromatische Abberationen
im Anregungs- und Detektionsarm die Auflosung.*? Um
diese Probleme zu umgehen, préasentierten Lacoste et al. eine
neue Methode fiir die hochauflosende Vielfarben-Colokali-
sation: Die verwendeten lumineszenten Nanopartikel werden
bei einer einzigen Wellenldnge angeregt, emittieren aber bei
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unterschiedlichen Wellenlingen.™** In Kombination mit
konfokaler Vielfarbenmikroskopie mit ,,orthogonalen“ De-
tektionskanélen kann die Fluoreszenz verschiedener Emitter
getrennt aufgenommen werden. Da alle Emitter bei der
gleichen Wellenldnge angeregt werden, sind chromatische
Aberrationen bei der Anregung ausgeschlossen. Die Metho-
de wurde fiir zwei Arten von Nanopartikeln demonstriert:
Halbleiter-NCs und Kiigelchen, die bei Energietransfer fluo-
reszieren (TransFluoSpheres). Allerdings sind die Energie-
transfer-Kiigelchen mit 20-40 nm zu groB fiir Colokalisa-
tionsexperimente in kleinen molekularen Maschinen. Die
NCs sind etwas kleiner, zeigen starke Fluoreszenz und sind
wesentlich photostabiler als konventionelle Fluorophore,
aber ihr Blinking verschlechtert die Bildqualitdt und damit
die Lokalisierungsgenauigkeit.>>¥

1995 erinnerte Betzig daran, dass jede optisch unter-
scheidbare Eigenschaft fiir die Identifizierung eines Farbstof-
fes genutzt werden kann.” Da einzelne Farbstoffmolekiile
anhand ihrer Fluoreszenzlebensdauer unterscheidbar
sind,”%2% kann auch die Colokalisation verschiedener Emit-
ter mithilfe von zeitauflosender Fluoreszenzspektroskopie
durchgefiihrt werden. Die Identifizierung anhand der Fluo-
reszenzlebensdauer als einzigem Unterscheidungsmerkmal
vereinfacht den experimentellen Aufbau drastisch: So geniigt
ein Detektor, um zwei Farbstoffe mit dhnlichen Absorptions-
und Emissionseigenschaften, aber verschiedenen Fluores-
zenzlebensdauern zu unterscheiden. Mit geeigneten Farbstof-
fe konnen intermolekulare Abstdnde bis in den Auflosungs-
bereich von FRET ohne chromatische Aberration gemessen
werden. ")

Bei Prizisionsdistanzmessungen mit zeitauflosender
Fluoreszenzspektroskopie treten zwei Fehlerquellen auf:
1) Die detektierten Photonen miissen dem entsprechenden
Emitter aufgrund ihrer mikroskopischen Ankunftszeit zuge-
ordnet werden und 2) die beiden PSFs miissen angepasst
werden, um die Emitter zu lokalisieren. Den Fehler der
Photonenzuordnung zum jeweiligen Emitter konnte eine
Kombination aus zeitlicher und spektraler Information ver-
mindern (wie bei der SFLIM), die nanometergenaue Ab-
standsmessungen zwischen einzelnen konventionellen Farb-
stoffmolekiilen ermoglichen wiirde (Abbildung 14).

Geeignete Farbstoffe sind fiir die Zuordnung der Photo-
nen ebenso entscheidend wie fiir die Lokalisierungsgenauig-
keit. Bodipy 630/650 und Cy5.5 bilden eine Farbstoffkombi-
nation fiir Hochprézisionsdistanzmessungen zwischen einzel-
nen Molekiilen, da sich ihre Fluoreszenzlebensdauern
(Bodipy 630/650: ca. 4 ns; Cy5.5: ca. 2 ns) und ihre Fluores-
zenzemissionsmaxima (Bodipy 630/650: ca. 660 nm; CyS5.5:
ca. 700 nm) unterscheiden. Wenn sie an der Luft auf Glas
adsorbiert sind, zeigen beide Farbstoffe kurze ,,Aus“-Zustin-
de im Mikro- bis Millisekundenbereich (kiirzer als die
Integrationszeit pro Pixel)."®*”1 AuBerdem k&nnen beide
Fluorophore durch eine gepulsten Laserdiode mit einer
Emissionswellenldnge von 635 nm vergleichbar effizient an-
geregt werden, da der Extinktionskoeffizient von Cy5.5
grofler ist. Verwendet man einen dichroitischen Strahlteiler
bei 685 nm, so wird die langlebigere Fluoreszenz von Bodipy
630/650 hauptsidchlich auf dem kiirzerwelligen Detektor
(Det1) detektiert, wihrend das Signal fiir Cy5.5 mit einer
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Abbildung 14. a) Falschfarben-SFLIM-Bild einer an beiden Enden markierten Doppelstrang-DNA (148 Basenpaare), immobilisiert in einem Agaro-
segel. Ein Ende ist mit Bodipy 630/650, das andere mit Cy5.5 markiert. Griine und rote Punkte bezeichnen DNA-Molekiile, die nur einen Bodipy
bzw. Cy5.5-Farbstoff enthalten, gelbe Punkte doppelt markierte DNA-Molekiile. Beim blau eingekreisten Molekiil kann man die Photozerstérung
eines Cy5.5-Molekiils wahrend der Aufnahme erkennen. b) Fluoreszenzabklingkurven des langwelligen (rot) und des kurzwelligen Kanals (blau) fiir
den weifd eingekreisten Punkt in (a). c) Colokalisation eines Bodipy- und eines Cy5.5-Molekiils mit einem Abstand von 34 +7 nm. Die Zuordnung
der beiden separaten Fluoreszenzintensitatsbilder zum Bodipy- (unten links) und zum Cy5.5-Farbstoff (oben rechts) erfolgte durch Mustererken-
nung anhand der spektroskopischen Eigenschaften (F,-Wert und Fluoreszenzlebensdauer).

kiirzeren Fluoreszenzlebensdauer ausschlieBlich auf dem
langerwelligen Detektor (Det2) registriert wird (Abbil-
dung 14b). Die Genauigkeit der Methode wird zurzeit
durch Prézisionsdistanzmessungen zwischen Bodipy 630/650
und Cy5.5 tiberpriift, bei denen beide Farbstoffe kovalent, in
definierten Abstdnden zwischen 10 und 200 Basen, an Dop-
pelstrang-DNA gebunden sind (Abbildung 14c).

Verschiedene neue Methoden sollen die rdumliche Auf-
16sung der optischen Mikroskopie unter die klassische Auf-
losungsgrenze verbessern: 4Pi-Mikroskopie,**°! die opti-
sche Rasternahfeldmikroskopie (near-field scanning optical
microscopy, NSOM),?®2!l die Fluoreszenzmikroskopie mit
einem stehenden Wellenfeld (standing-wave fluorescence
microscopy, SWFM),?>? die kohirente optische Dipol-
kopplung von FEinzelmolekiilen bei tiefen Temperaturen
(coherent optical dipole coupling of individual molecules at
low temperature)”! und das Engineering der Punktabbil-
dungsfunktion (PSF) mithilfe von Fluoreszenzloschung durch
stimulierte Emission (stimulated emission depletion,
STED).?2¥1 Am Aussichtsreichsten erscheint das PSF-
Engineering mit STED, da es die erste Fernfeldmethode
ohne methodisch bedingte raumliche Auflosungsgrenze dar-
stellt. Bei STED wird die beugungsbegrenzte Auflosung des
Fluoreszenzspots verbessert, indem die Fluoreszenz durch
Sattigung unterdriickt wird. Zu diesem Zweck wird der
angeregte Fluorophor an den Réndern des Fokus durch
stimulierte Emission geloscht. Bei STED wurde bisher eine
Auflésung von 28 nm fiir Einzelmolekiile erzielt.”” Da dem
Anregungspuls ein Loschpuls folgt, der auf den angeregten
Zustand desselben Molekiils wirkt, stellen die Experimente
von Westphal et al. die ersten Einzelmolekiil-Pump-Probe-
Experimente dar.”””! Dieser neue Ansatz wird nur durch den
Sattigungsgrad limitiert, da er auf gesittigten optischen
Ubergiingen beruht. Eine hohe Sittigung sollte mit niedrigen
Lichtintensitdten machbar sein, und daher konnte man der
Bildgebung im Nanobereich (,,Nanoscopy*) mit fokussiertem
Licht niher sein als je zuvor.?® Mit STED durch gegeniiber-
stehende Linsen (STED-4Pi) gelang kiirzlich die Immunfluo-
reszenz-Bildgebung mit einer axialen Auflosung von ca.
50 nm, was 1/16 der eingestrahlten Wellenldnge (793 nm)
entspricht.”*]

© 2005 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim

www.angewandte.de

9. Zusammenfassung und Ausblick

Ohne Zweifel hat die SMFS unser Wissen {iber biologi-
sche Makromolekiile und ihre Struktur-Wirkungs-Beziehun-
gen erweitert. Dariiber hinaus lieferten Einzelmolekiilstudien
wie die Sequenzierung eines einzelnen DNA-Stranges uner-
wartete Einblicke in das Verhalten einzelner Biomolekiile
(z.B. DNA-Polymerasen). Die meisten natiirlichen DNA-
Polymerasen und Exonucleasen unterscheiden zwischen na-
tiven und farbstoffmarkierten Nucleotiden. Dies konnte auf
sterische Hinderung der aktiven Enzymregion durch die
sperrige Markierung zuriickzufiithren sein und/oder darauf,
dass fluoreszenzmarkierte Nucleotide oft eine andere Ladung
tragen als native Substrate.””*”! Brakmann und Mitarbeiter
nutzten die direkte Evolution, um mutierte DNA-Polymera-
sen zu identifizieren, die markierte Nucleotide hoch effizient
und zuverlissig einbauen.””! Sie entdeckten, dass eine ge-
klonte natiirliche Polymerase, das nichtmodifizierte Exonuc-
lease-freie Klenow-Fragment der DNA-Polymerase I 55 aus
Escherichia coli, aufeinander folgende Tetramethylrhodamin-
4-dUTPs in ein kiinstliches (dA)S55-Templat einbaut. Das
gleiche Enzym wurde erfolgreich fiir eine analoge Reaktion
mit einem natiirlichen Primer-Templat aus 2700 Basenpaaren
eingesetzt, um zwei der natiirlichen Substrate, dCTP und
dTTP, durch Rhodamin-markierte Analoga zu ersetzen.?!

Die Tatsache, dass die Reaktionswege unterschiedlicher
Molekiile nicht vorbestimmt sind, aber am Schluss zum
gleichen Produktzustand fiihren, ist ein weiteres wichtiges
Ergebnis von SMFS-Untersuchungen, das unsere Vorstellung
von molekularen Modellsystemen stark verdndert hat. Dyna-
mische Strukturuntersuchungen zeigten, dass Reaktionen
heterogen auf mehrdimensionalen Potentialflichen ablaufen.
Da die unterschiedlichen Wege auf einer breiten Zeitskala,
von Femtosekunden bis hin zu Sekunden, ablaufen konnen,
differieren die einzelnen Reaktionsgeschwindigkeiten deut-
lich. Mithilfe von SMFS kann man direkt den Reaktionsweg
eines einzelnen Molekiils auf seiner Potentialfldche fiir sehr
unterschiedliche ~Zeitskalen nachvollziehen.>'**?"1  Dies
gelang durch Dipol-Dipol-Wechselwirkungen und kurzreich-
weitige elektronische Wechselwirkungen zwischen Chromo-
phoren und natiirlichen Aminosduren, d.h. durch photoindu-
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zierte Elektronentransferprozesse. Da fiir Elektronentrans-
ferprozesse Abstinde im Subnanometerbereich mafigeblich
sind, ergidnzen sie die spFRET-Messungen fiir die Bestim-
mung groBerer Abstdnde. Die neuesten Techniken machen
beispielsweise die Fluktuationen in der Elektronentransfer-
effizienz zwischen einzelnen Aminosédure- und Fluorophor-
Molekiilen auf der Submikrosekundenskala sichtbar.”! So ist
es moglich, die Konformationsdynamik einzelner Biomole-
kiile im Gleichgewicht unter physiologischen Bedingungen
mit einer zeitlichen Auflosung zu verfolgen, die in der
GroBenordnung aktueller Molekiildynamik-Simulationen
liegen.””"!

Diesen Resultaten zufolge konnte die Konformationsdy-
namik direkt mit der Enzymaktivitit, ausgedriickt z.B. als
Umsatzgeschwindigkeit, in Beziehung gesetzt werden (Ab-
bildung 15). Hierzu miisste das aktive Zentrum eines Enzyms
spezifisch mit einem Fluorophor markiert werden, der selek-
tiv von einer direkt benachbarten Aminosidure wie Trypto-
phan geloscht wird.> 131461l Dariiber hinaus muss der

Angewandte

Konformationsraum in der Ndhe des Fluorophors einge-
schrinkt werden, denn anderenfalls wird die interessierende
Dynamik durch Fluktuationen des Farbstoffs am Enzym
iiberlagert. Aus der Brownschen Bewegung des Enzym
resultieren fiir das aktive Zentrum Konformationsdnderun-
gen im Subnanometerbereich; die Konformationen entspre-
chen unterschiedlichen Punkten auf der Potentialfliche (das
Enzym ,bewegt* sich auf dieser), was Variationen in der
Elektronentransfereffizienz entspricht. Dies spiegelt sich
direkt in Fluktuationen der Fluoreszenzintensitit und
-lebensdauer wider.

Bei einer entsprechenden Zeitauflosung konnte in sol-
chen Experimenten gleichzeitig die Enzymaktivitidt gemessen
werden, etwa durch die Umsetzung eines nichtfluoreszieren-
den Substrats in ein stark fluoreszierendes Produkt am
aktiven Zentrum des Enzyms (Abbildung 15a).?%?”1 Gibt
es eine Beziehung zwischen spezifischen Reaktionswegen
und der Bindung und Reaktion des Substrats oder der
Freisetzung des Produkts (Abbildung 15b)? Noch ambitio-
nierter ist der Versuch, Informationen iiber
die Potentialfliche zu erhalten, indem man
die zeitliche Reihenfolge betrachtet, in der
verschiedene Konformationen eingenom-
men werden.

Dariiber hinaus muss betont werden,
dass das Potenzial von spFRET-Experimen-
ten fiir biologische Untersuchungen noch
nicht ausgeschopft ist. spFRET ist nicht
beschriankt auf die Bestimmung von Wech-
selwirkungen zwischen zwei Untereinheiten
von molekularen Maschinen oder supramo-
lekularen Strukturen. So wie FRET erfolg-
reich zur Konstruktion eines photonischen
Leiters beigetragen hat, konnten SMFS-
Techniken Wechselwirkungen von mehr als
zwei Komponenten in Mehrstufen-FRET-
Experimenten gleichzeitig sichtbar machen.
Nichtsdestoweniger ist bei der Interpretati-
on von Colokalisations- oder Mehrstufen-
FRET-Daten, die mit mehr als zwei ver-
schiedenen = Markierungen = gewonnen
wurden, Vorsicht geboten. Zunéichst
miissen Fluorophore sowie Anregungs-
und Detektionswellenlédngen sorgfiltig auf-
einander abgestimmt werden, um eindeuti-

v

!

Abbildung 15. Experimente, durch die die Konformationsdynamik mit der Enzymaktivitat
und der Topographie von Potentialflichen korreliert werden kénnte: a) Die Konforma-
tionsdynamik wird anhand der Fluoreszenzintensitat und -lebensdauer eines Fluorophors
(rot) verfolgt, der uiber Elektronentransfer durch eine Aminosaure wie Tryptophan (blau)
geldscht wird. Gleichzeitig wird die Enzymaktivitit als die Geschwindigkeit gemessen, mit
der ein nichtfluoreszierendes Substrat in ein stark fluoreszierendes Produkt mit anderer
Anregungswellenlange umgewandelt wird. b) Ein alternativer kombinierter Ansatz aus
Elektronentransfer und spFRET. Zeitauflésende Bestimmung von Fluoreszenzlebensdauer
und -intensitit eines rot absorbierenden Fluorophors (rot), der spezifisch iiber einen Elek-
tronentransfer durch eine Aminoséure (blau) geléscht wird, zeigt die Konformationsdyna-
mik. Schneller Wechsel der Anregungswellenlange zwischen dem roten Farbstoff im akti-
ven Zentrum und einem potenziellen FRET-Donor (griin), der an das Substrat gekuppelt
ist, liefert gleichzeitig Informationen iiber Abstandsinderungen im Nanometerbereich

zwischen dem aktiven Zentrum des Enzyms und dem Substrat.
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ge Informationen zu erhalten. AuBlerdem
muss jeder Fluorophor direkt angeregt
werden, um das Ausbleiben eines FRET-
Signals sicher der Abwesenheit eines Mo-
lekiils zuordnen zu kénnen;?®! anderenfalls
kann es leicht zu Fehlinterpretationen
kommen. Mit sorgfiltig ausgewidhlten Fluo-
rophoren, Anregungs- und Detektionstech-
niken konnen Vielfarbenexperimente aber
vorteilhaft eingesetzt werden, um Wechsel-
wirkungen in Molekiilgruppen zu untersu-
chen und 3D-Abstandskarten fiir unter-
schiedlich markierte Proteine in biomole-
kularen Strukturen zu erstellen.
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Dank der beschriebenen Technologien sind heutzutage
Experimente durchfiihrbar, die vor ein paar Jahren noch
undenkbar gewesen wiren. Uber eine reine Beschreibung der
strukturellen Dynamik hinaus, muss es das Ziel der Einzel-
molekiilspektroskopie sein, quantitative Daten fiir biomole-
kulare Maschinen zu liefern, die entscheidend sind fiir das
Uberleben der Zelle. Wir begniigen uns nicht ldnger mit der
Colokalisation von Biomolekiilen in verschiedenen Kompar-
timenten, sondern wollen vielmehr ihre absoluten Abstinde
im Bereich von 0.1-200 nm messen sowie ihre relative
Orientierung und die Subnanometer-Fluktuationen bestim-
men, die fiir ihre Funktion wichtig sind. Und wir interessieren
uns dafiir, wieviele Molekiile miteinander wechselwirken.

Dariiber hinaus haben wir Einzelmolekiiltechniken zur
Hand, die das Verhalten einer Zelle bei bestimmten Reizen
lokal sichtbar machen (Abbildung 16). Durch Kombination

Mikropipette
4 N

i

Fluoreszenzmikroskop

Abbildung 16. Mégliche Anwendung von SICM in Kombination mit
Einzelmolekiilfluoreszenz-Bildgebung zum Studium lokaler Dynamik in
Zellen. Bei SICM wird die Oberfliche einer Probe in einer Elektrolyt-
I6sung durch eine mit Elektrolyt gefiillte Mikropipette abgerastert.?®"
Der Abstand Pipette-Probe wird konstant gehalten, indem der lonen-
strom, der aus der Pipettendffnung fliefit, kontrolliert wird. Der gemes-
sene lonenstrom zeigt topographische Merkmale und/oder lokale lo-
nenstréme an. Die riumliche Auflésung der Technik hingt von der
Groéfe der Pipettensffnung ab.

von Submikrometerpipetten mit Ionenleitfahigkeitsrastermi-
kroskopie (Scanning Ion Conductance Microscopy, SICM)
konnen hochaufgeloste topographische Bilder von lebenden
Zellen erhalten werden.® %! Gleichzeitig konnten die
Zellen an definierten Stellen durch Injektion in Zellplasma
oder Zellkern oder durch die Zufiithrung fluoreszierender
Molekiile an die Zellmembran stimuliert werden, wihrend
ihr Verhalten simultan an verschiedenen Positionen mit
Fluoreszenzraster- oder Bildgebungsverfahren erfasst
wird.® Alternativ konnte SICM einzelne Ionenkanile in
der Membran lokalisieren und ihre Funktion messen,?
wihrend die Bindung fluoreszenzmarkierter Molekiile an
die innere oder duBere Membran beobachtet wird.?*>%]
Um quantitative Informationen aus SMFS-Daten von
lebenden Zellen abzuleiten, wie etwa die absolute Zahl von
Polymerase-Molekiilen in einem Transkriptions- oder Re-
plikationszentrum, und die Abstdnde zwischen wechselwir-
kenden Molekiilen zu messen, miissen einige Hiirden ge-
nommen werden. Zunichst braucht man eine Methode, die
Information iiber die Zahl der Molekiile im Laserfokus
liefert. Bei Einzelmolekiiluntersuchungen in lebenden Zellen
wurden bisher durch indirekte Methoden (Photozerstérung in
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einem einzigen, instantanen Schritt oder die Beobachtung
von voriibergehenden ,,Aus“-Zustidnden) sichergestellt, dass
die beobachtete Fluoreszenz von einem einzigen Molekiil
stammt. Polarisationsmodulierte Anregungsspektroskopie
oder Photon-Antibunching-Messungen liefern direktere Hin-
weise flir das Vorliegen individueller Molekiile. AuBBerdem
dient das Verhiltnis aus der Zahl koinzidenter Photonenpaa-
re und der Zahl nichtkoinzidenter Photonenpaare in Photon-
Antibunching-Experimenten als Maf3 dafiir, wieviele Fluoro-
phore in einem gegebenen Zeitintervall unabhéngig vonein-
ander emittieren (Abbildung 17).5%*’1 Photon-Antibun-
ching-Experimente eignen sich dann hervorragend zum
Zihlen fluoreszierender Molekiile im Laserfokus, wenn
Wechselwirkungen héherer angeregter Zustinde, wie Singu-
lett-Singulett-Annihilation, vernachlissigt werden kénnen.™!
Allerdings kann das Hintergrundsignal die Zdhlung erschwe-
ren, da es das Verhiltnis zwischen Zentral- und Seitenbanden
in Koinzidenzhistogrammen beeinflusst; die Methode versagt
auch, wenn mehr als vier Molekiile gleichzeitig erfasst werden
miissen.””) Dennoch hat sich die Kombination von SFLIM
und Photon-Antibunching-Experimenten bei der Bildgebung
und dem Zihlen von Molekiile in Zellen bewéhrt (Abbil-
dung 17). SFLIM eignet sich auerdem zur Bestimmung von
Abstianden zwischen einzelnen Molekiilen weit unterhalb der
optischen Auflosungsgrenze.™! Es stehen also bereits einige
Techniken fiir die Quantifizierung biomolekularer Maschinen
zur Verfiigung.

Da die gezielte Markierung von Biomolekiilen wie Pro-
teinen mit einem einzigen Fluorophor fiir quantitative Mes-
sungen grundlegend ist, miissen neue Markierungsstrategien
entwickelt werden. Normalerweise werden Proteine wie
Antikorper mit einem Farbstoffiiberschuss mehrfach mar-
kiert (der nicht verbrauchte Fluorophor wird anschlieBend
durch Gelfiltration entfernt). Solche mehrfach markierten
Antikorper konnen jedoch nicht zum Zéhlen von Molekiilen
in Photon-Antibunching-Experimenten eingesetzt werden.

Ein Beispiel: Das Zihlen von Polymerase-II-Molekiilen
in Transkriptionszentren erfordert einfach fluoreszenzmar-
kierte Antikorper. Prinzipiell kann ein durchschnittlicher
Markierungsgrad unter eins leicht durch Verringerung der
Farbstoffkonzentration bei der Markierungsreaktion erzielt
werden. Da aber die Trennung von markierten und nicht
markierten Antikorpern fast unmoglich ist, und nicht mar-
kierte Antikorper ebenfalls an Polymerase-Molekiile binden,
kann man keine quantitative Aussage treffen. Diese Proble-
me umgingen Lewinska et al. mit einer neuen Methode zur
spezifischen Markierung nativer Proteine an einer einzigen
Position. Mithilfe einer kommerziell erhéltlichen IgA-Pro-
tease hédngten sie einen synthetischen Peptidabschnitt, der
selektiv verandert werden kann, an das N-terminale Ende der
Antikorper an.”®”! Wir entwickeln zurzeit eine Markierungs-
strategie fiir Antikorper, die garantiert, dass praktisch alle
Antikorper in der Probe nur ein einziges Fluorophor tragen
(bei einem geringen Anteil an Doppelmarkierungen). Die
Strategie nutzt die spezifische Bindung des Linkers (z.B.
eines Peptids) zwischen Fluorophor und Antikorper an einen
weiteren Antikorper. Mit einem Oligohistidin-Linker (Histi-
ding ;,, kovalent mit dem N-Terminus an den Fluorophor
gebunden) und unter Bedingungen, die einen niedrigen
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Abbildung 17. Konfokale Fluoreszenzbilder einer fixierten 3T3-Fibro-
blastenzelle, die mit 10~°m MR121-markierten Oligo(dT)-40-meren in-
kubiert wurde (Anregung bei 635 nm mit einer gepulsten Laserdiode).
Oligo(dT) kann an die Poly(A)-Schwanzsequenz der mRNAs hybridisie-
ren."®! a) Fluoreszenzintensititsbild, aufgenommen mit einem SFLIM-
Mikroskop. Im Zellkern sind helle Punkte mit Fluoreszenzzihlraten bis
zu 30 kHz erkennbar.” b) und c) zeigen das entsprechende spektrale
(F,) bzw. Lebensdauerbild (7). Bei der Berechnung des F,- und 7-Bildes
wurden nur Pixel mit mehr als 15 Photonen beriicksichtigt. Wegen der
spektroskopischen Charakteristik MR121-markierter Oligo(dT)-Molek-
le mit einer Fluoreszenzlebensdauer von ca. 3 ns und einem F,-Wert
von ca. 0.5 kénnen spezifische Signale einfach von der Hintergrund-
fluoreszenz unterschieden werden.®’! d) Fluoreszenzintensitatskurve
(Zihlrate v, gegen die Zeit t) eines Farbstoffs im Kern einer Fibroblas-
tenzelle (schwarz: Gesamtintensitdt, griin: Detektor 1, rot: Detektor 2).
Mit einer Hintergrundzihlrate von ca. 2 kHz werden Signal-Hinter-
grund-Verhiltnisse von ca. 9 im Zellkern erreicht. Da mehrere Oli-
go(dT)-Molekiile an eine einzige Poly(A)-Schwanzsequenz der mRNA
hybridisieren kénnen, kann a priori nicht festgestellt werden, ob die be-
obachteten Intensititsfluktuationen (graue und griine Bereiche) eine
photophysikalische Ursache haben, oder daraus resultieren, dass eine
wechselnde Zahl von Molekiilen zum Signal beitragt. d) Das Interpho-
tonenzeiten(Koinzidenz)-Histogramm aller wihrend der ersten 10 s de-
tektierten Photonen ergibt ein N /N;-Verhiltnis von 0.32+0.06. Ande-
rerseits lasst das S/H-Verhiltnis ein N./N,-Verhiltnis von ca. 0.18 fiir
einen einzelnen Emitter erwarten.®” Separate Interphotonenhistogram-
me aus den Photonen bei hohen (griin) und niedrigen (grau) Zihlra-
ten ergeben zwei N /N-Verhiltnisse von 0.55+0.13 (fiir den griinen
Anteil) und 0.1740.05 (fiir den grauen Anteil). Dies zeigt, dass die be-
obachteten Intensitatsfluktuationen durch eine variierende Zahl von
Molekiilen im Laserfokus zustande kommen.

Markierungsgrad sicherstellen, werden nach Auftrennung an
einer His-Tag-Séule einfach markierte Antikorper erhalten.

SchlieBlich konnte es durch die Kombination von SMFS-
Techniken mit Einzelmolekiil-Manipulationstechniken wie
der optischen Pinzette! oder anderen Spektroskopietech-
niken wie der oberflichenverstirkten Raman-Streuung (sur-
face-enhanced Raman scattering, SERS) moglich werden,
mehrere Observablen biologischer Reaktionen in lebenden
Zellen gleichzeitig aufzuzeichnen. Bei der konventionellen
Raman-Spektroskopie wird inelastisch gestreutes Licht zur
Identifizierung von Molekiilen anhand ihrer charakteristi-
schen Anregungsquantenzustdnde genutzt. SERS verstirkt
den schwachen Raman-Effekt (um bis zu 14 GroBenordnun-
gen), indem die Molekiile auf nanometergroen Metallstruk-
turen adsorbiert werden.
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Zur Anwendung von SERS, SMFS und optischen Pinzet-
ten auf Zellen werden dhnliche Gerite benotigt: Ein Laser-
Strahl wird tiber Objektive mit hoher Vergrof3erung in die
Zelle fokussiert. Kneipp und Mitarbeiter brachten 60-nm-
Goldpartikel in Zellen als SERS-aktive Nanostrukturen ein,
um die verstirkten Raman-Signale der chemischen Verbin-
dungen in einer Zelle zu messen.” Die SERS-Kartierung
einer Zellschicht mit 1 um lateraler Auflosung ergab fiir fast
alle Stellen unterschiedliche Raman-Spektren, was den inho-
mogenen Aufbau der Zelle widerspiegelt. Diese neuen Spek-
troskopiemethoden ermoglichen die hoch empfindliche und
strukturselektive Detektion chemischer Verbindungen in der
Zelle und liefern Informationen iiber deren intrazelluldre
Verteilung.

Die neuen Techniken eroffnen aufregende Perspektiven
fiir zellbiologische und medizinische Studien, es miissen aber
verschiedene Probleme iiberwunden werden. Bei der Kom-
bination von SERS mit optischen Pinzetten und SMFS
gestaltet sich einerseits das optische , Trapping“ der fiir
SERS benotigten Metallpartikel schwierig.”””! AuBerdem
kann die Lichtabsorption durch die Metallpartikel zu einer
Temperaturerhohung fiithren, die die Zellen schédigt (,,Opti-
cution®).™ Auch fiir refraktorisch absorbierende Materiali-
en konnen Aufheizeffekte zu einem Problem werden, da
Blasenbildung das ,, Trapping® unterbrechen kann.?”’

Andererseits konnten zum ,,optischen Trapping“ Stan-
dard-Mikrokiigelchen benutzt werden, die mit einer diinnen
Metallschicht iiberzogen sind oder Metallcluster an ihrer
Oberflache tragen. So wiirde die optische Anregung von
Oberflachenplasmonen unterstiitzt, aber das dreidimensio-
nale ,,optische Trapping“ bliebe moglich, da die Warmeent-
wicklung minimiert wire. Auflerdem miissten die Fluores-
zenzsensoren iiber mehrere Nanometer lange, wasserlosliche
Polyethylenglycol(PEG)-Linker angebracht werden, da die
Fluoreszenz der Fluorophore durch die Metalloberfldche bis
zu einem Abstand von mehreren zehn Nanometern geloscht
wird. Die Loschung beruht auf einem Energietransfer vom
Fluorophor zum Metall.?*?**® Dieser kombinierte Ansatz
konnte eine elegante ortsgenaue Messung von Kriften*)
und individuellen Bindungsereignissen mit Fluoreszenzsen-
soren erméglichen.P”! Gleichzeitig konnte die Konzentration
spezieller Biomolekiile in lebenden Zellen durch SERS
gemessen werden.”? In einer weiterentwickelten Version
konnte eine einzige IR-Laser-Wellenldnge das Kiigelchen
optisch festhalten, das SERS-Signal erzeugen und den Farb-
stoff durch Zweiphotonenabsorption anregen.[*!

Addendum (12. Februar 2005)

Auch nach dem Einreichen dieses Aufsatzes hat sich der
Trend fortgesetzt, anspruchsvolle biologische Probleme mit-
hilfe der Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektroskopie anzuge-
hen. Beispiele umfassen die Verbesserung chemischer Ver-
fahren, um den Anforderungen biologischer Systeme besser
zu geniigen, die Entwicklung neuer Untersuchungsmethoden
fiir die Dynamik von Biomolekiilen und das Studium kiinst-
licher Lichtsammel- und Elektronentransfersysteme. Im Un-
terschied zu fritheren SMFS-Studien, die oft den Charakter
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von Machbarkeitsstudien hatten, richtet sich die Aufmerk-
samkeit zunehmend auf die Zuverléssigkeit der Ergebnisse.
Zu diesem Zweck wurden die verschiedenen Methoden durch
Kontrollen und Gegenproben weiter ausgearbeitet und besser
charakterisiert.

Beispielsweise wurde die Immobilisierung von Biomole-
kiilen immer mit viel Skepsis betrachtet, da der Einfluss der
Oberfliache auf die Eigenschaften der untersuchten Molekiile
nur schwer einzuschétzen war. Kiirzlich konnte jedoch die
Stérung durch die Oberfldche so weit minimiert werden, dass
sie die Dynamik der Biomolekiile nicht mehr dominiert. So
fanden Okumus und Mitarbeiter keinen Unterschied in der
Dynamik von Ribozym-Molekiilen, gleich ob sie direkt an
einer Oberflache angebracht oder in Vesikeln eingeschlossen
waren.’® AuBerdem wurden Anbindungsstrategien durch
den Vergleich verschiedener Schemata verbessert. Hierbei
zeigte sich, dass ein sternférmiges Polyethylenoxid (PEO) die
giinstigsten Eigenschaften aufweist.**!

Wihrend sich FRET als SMFS-Technik fiir komplexere
Probleme wie die Untersuchung der Translation®***! und die
Analyse der reversiblen Reaktionswege des Haarnadelschlei-
fen-Ribozyms™” etabliert hat, wird bei der gleichzeitigen
Untersuchung der Wechselwirkungen zwischen mehr als zwei
Chromophoren noch unbekanntes Gebiet betreten. Die
Moglichkeit, FRETs zwischen drei oder bis zu fiinf Chromo-
phoren aufzulosen, wurde kiirzlich demonstriert;P®31 die
Technik eroffnet somit einen neuen Weg zur Visualisierung
der Wechselwirkungen zwischen mehreren Molekiilen inner-
halb eines biomolekularen Komplexes oder zur Korrelation
der Bewegung verschiedener Einheiten eines Komplexes. Das
Studium von FRET-Prozessen in Multichromophor-Modell-
systemen hat auch zu einem umfassenden Verstidndnis des
Intersystem Crossings und der Photozerstorung von Chro-
mophoren gefiihrt,*'! sodass sich aktuelle Arbeiten stirkeren
Wechselwirkungen wie der Bildung von Excimer-Zustédn-
denP'? und der ,,Superradiance® in stark gekoppelten Tetra-
phenoxyperylendiimid-Trimeren zuwenden.’’® Die neuen
Ergebnisse sind gerade fiir die Interpretation der photophy-
sikalischen Eigenschaften technologisch interessanter Mole-
kiile wie m-konjugierter Polymere von enormer Bedeu-
tung P!

Eindrucksvolle Erfolge belegen, dass SMFS wichtige
Informationen iiber komplexe Prozesse in lebenden Zellen
liefern kann. TIRFM wurde zur Visualisierung verschiedener
Einzelmolekiilprozesse in lebenden Zellen eingesetzt: Bei-
spiele hierfiir sind die Aktivierung des G-Proteins RasP"!
oder die durch den FcRn-Rezeptor unterstiitzte Exozytose
von IgG.' Ebenso konnte der Transport einzelner Molekiile
durch den Kernporenkomplex in permeabilisierten Zellen
direkt verfolgt werden.’'”! In neuesten Arbeiten gelang die
Beobachtung der Katalyse und Substratkinetik einzelner
Lipase-Enzyme in Echtzeit — gemé&f der von uns in Abbil-
dung 15 a vorgeschlagenen Methode konnte also die Aktivitét
einzelner Enzyme anhand der Hydrolyse nichtfluoreszieren-
der Substrate zu fluoreszierenden Produkten bis zu 2h lang
direkt verfolgt werden.P'®3”! Um gleichzeitig die Dynamik
der Proteinkonformation zu beobachten, die fiir die Funktion
entscheidend ist, miisste das Enzym spezifisch mit einem
geeigneten FRET-Paar markiert werden.
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Weitere Techniken, die topographische Information auf
der Nanometerskala oder anderweitige zusétzliche Informa-
tion liefern (z.B. AFM und ,.electrical channel recording®),
werden derzeit erfolgreich mit optischen Einzelmolekiiltech-
niken kombiniert.*?*32!! Der Einsatz von NCs in verschiede-
nen Bereichen der Biologie ist ebenso weitergereift, wobei
zytotoxische EffekteP”! und neue Markierungsstrategien
fiir Anwendungen in lebenden Zellen im Vordergrund
stehen.®*3%! Vor kurzem beschrieben Lagerholm und Mit-
arbeiter eine Strategie zum Einbringen von NCs in lebende
Zellen; ihre Methode @hnelt der in Abbildung 13 vorgestell-
ten Markierung von QDs mit Peptiden, die mehrere Arginin-
Reste enthalten. Interessanterweise fanden sie, dass suspen-
dierte Zellen schnell markiert werden, wihrend in Uberein-
stimmung mit unseren Ergebnissen bei anhaftenden Zellen
hauptsichlich die extrazelluldre Matrix markiert wird.*?!

Die Verbesserung der Prézision bei der Lokalisierung und
Colokalisation einzelner Biomolekiile weit unterhalb der
optischen Auflosungsgrenze bleibt ein grundsitzliches Anlie-
gen der Einzelmolekiilspektroskopie. Inwieweit neue Metho-
den wie die schrittweise Photozerstorung von Chromopho-
ren, die STED-Mikroskopie oder die spektral auflosende
Fluoreszenzlebensdauermikroskopie fiir die DNA-Kartie-
rung mit sehr hoher Auflésung und das Studium der Bewe-
gung molekularer Motoren wie Myosin V geeignet sind, wird
gerade erforscht.®?% Des Weiteren diskutieren Wissen-
schaftler weltweit iiber die Entwicklung einer Technik fiir die
absolute 3D-Lokalisierung einzelner Molekiile in lebenden
Zellen. Das Analogon zum ,,Globalen Positionierungssystem
(GPS)“ auf zelluldarer Ebene wire ein ,,zelluldres Positionie-
rungssystem (CPS)“ oder ein ,,Molekiilpositionierungssystem
(MPS)“, bei dem beispielweise bestimmte Kompartimente in
einer Zelle spezifisch mit Farbstoffen unterschiedlicher spek-
traler Signatur markiert werden; alternativ konnten Zellen
auf einer dreidimensional nanostrukturierten Oberfldche
abgelegt werden, auf der mindestens drei Fixpunkte selektiv
mit verschiedenen Farbstoffen markiert sind. Theoretisch
wiirde dies die Bestimmung der absoluten Position jedes
fluoreszenzmarkierten Biomolekiils in Bezug auf die Fix-
punkte erméglichen.

Die vorgestellten Ergebnisse zeigen deutlich, wie rasch
sich die Einzelmolekiil-Fluoreszenzspektrokopie weiterent-
wickelt und wie wenig von ihrer Faszination sie dabei verloren
hat.
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