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Hydrophobes Schalten einer doppellagigen DNA -Origami-Struktur**
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Abstract: Amphiphile Molekiile neigen in wissriger Losung
zur Aggregation. Wir zeigen, dass eine solche Aggregations-
wechselwirkung dazu genutzt werden kann, einlagige Choles-
terin-funktionalisierte DNA-Origami-Strukturen in , Sand-
wich“-artige Doppellagenstrukturen zu falten, in deren Inne-
ren die Cholesterin-Modifikationen verborgen werden. Die
DNA-Strukturen entfalten sich sowohl nach Zugabe des Ten-
sids Tween 80 als auch in Gegenwart von Lipidmembranen.
Die Kinetik des Entfaltungsprozesses lisst sich mit einer ge-
streckten Exponentialfunktion beschreiben. Es wird auch ge-
zeigt, wie sich das hydrophobe Schalten mit einem Schliissel-
Schloss-Mechanismus kombinieren lisst, wodurch das Ent-
falten der DNA-Sandwiches von einem zusdtzlichen moleku-
laren Signal, z. B. einer spezifischen DNA-Sequenz, abhingig
gemacht werden kann.

Die Erzeugung grofler Konformationsumwandlungen in-
nerhalb von supramolekularen Strukturen als Reaktion auf
spezifische Anderungen der Umgebungsbedingungen ist fiir
verschiedene Anwendungen in Nanotechnologie und Bio-
medizin erstrebenswert. Beispielsweise wurde in der phar-
mazeutischen Chemie und der Nanomedizin in den vergan-
genen Jahren intensiv nach kontrollierbaren Wirkstofftrans-
portsystemen gesucht, die ihren Inhalt auf einen externen
Stimulus hin freigeben konnen. Intelligente Freisetzungssys-
teme werden als vielversprechende Anwendung von DNA-
basierten Nanostrukturen gehandelt, und es wurde bereits
eine Reihe von schaltbaren containerartigen DNA-Struktu-
ren realisiert.l'! Hier fiihren wir einen neuartigen, hydropho-
ben Schaltmechanismus fiir DNA-Nanocontainer vor, der
sich die umgebungsabhéngig unterschiedlich starke hydro-
phobe Wechselwirkung von Cholesterin-Modifikationen zu-
nutze macht. Hydrophobe Modifikationen von DNA-Mole-
kiilen wurden fiir eine Vielzahl unterschiedlicher Anwen-
dungen entwickelt. Lipid-DNA-Konjugate wurden dazu ver-
wendet, die Aufnahme von DNA in Zellen zu erleichtern,”
um Vesikelfusion zu stimulieren,? oder um vesikelbasierte
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Nanocontainer™ herzustellen und sie auf Oberflichen zu
immobilisieren.F! Erst kiirzlich wurden von mehreren Ar-
beitsgruppen DNA-basierte Nanostrukturen auf Lipidmem-
branen angebunden/® und es wurden sogar kiinstliche
Membrankanile aus DNA aufgebaut.”! Eine weitere Moti-
vation stammt aus der strukturellen DNA-Nanotechnologie,
in der hydrophobe Effekte das Repertoire an Wechselwir-
kungen fiir die Herstellung von selbstorganisierenden DNA-
Nanostrukturen erweitern kann.®! Das Schalten von DNA-
Nanostrukturen zwischen mehreren Konformationen wurde
bereits auf verschiedenste Art erreicht.”) Neben der hiufig
verwendeten DNA-Strangverdringung!'” wurden Anderun-
gen des pH-Werts,'!l photochrome cis-trans-Isomerisierung!'?
oder aptamerbasierte allosterische Mechanismen!""¥ fiir die
Realisierung von DNA-basierten molekularen Schaltern
verwendet.

Im Folgenden nutzen wir die starke Aggregation von
DNA-Cholesterin-Konjugaten in wassriger Losung, um einen
,hydrophoben Schaltmechanismus“ fiir DNA-Nanostruktu-
ren zu realisieren. Amphiphile Strukturen wie DNA-Lipid-
Konjugate oder DNA-Blockcopolymere mit hydrophoben
Einheiten haben eine starke Tendenz, sich zu Strukturen
hoherer Ordnung wie Mizellen oder Membranen zusam-
menzuschlieBen.™ Dies stellt fiir einige Anwendungen ein
Problem dar, wihrend die Aggregation in anderen Féllen
erwiinscht sein kann. Das auf hydrophober Wechselwirkung
beruhende Schaltprinzip wird hier an torsionskorrigierten
einlagigen DNA-Origami-Platten!" demonstriert. Diese be-
stehen aus 24 parallelen DNA-Doppelhelices (MaBe 65 nm x
90 nm), die mit bis zu 35 Cholesterin-Modifikationen verse-
hen wurden (Abbildung 1a). Die hohe lokale Konzentration
von Cholesterin iiberschreitet die kritische Mizellenkonzen-
tration (CMC) von cholesterinhaltigen Amphiphilen um
mehrere GroBenordnungen. Cholesterin allein weist eine
CMC von ungefihr 30 nm auf."® Die an den Origami-Platten
angebrachten Cholesterinmolekiile sind rdumlich auf einen
Zylinder mit Radius r=32.5 nm und einer Ldnge /=90 nm
oder einem Volumen von V0.3 aLL beschrinkt, was fiir 35
Cholesterin-Molekiile einer Konzentration von etwa 200 um
entspricht. Die hydrophobe Wechselwirkung zwischen den
Cholesterin-Modifikationen erwies sich tatsdchlich als stark
genug, um die Origami-Platten zu Strukturen mit reduzierten
Abmessungen von ca. 20 nm x 90 nm zu verbiegen, wie in der
TEM-Aufnahme in Abbildung 1b gezeigt. Die verringerte
Grofe entspricht einer Faltung der Origami-Platten entlang
ihrer Léngsachse, also parallel zur Achse der sie konstituie-
renden DNA-Helices. In Gegenwart eines Tensids wie Poly-
oxyethylen(20)-Sorbitanmonooleat (Tween 80) bildeten sich
keine solchen DNA-Doppellagen, da dieses offenbar die
cholesterininduzierte Intra-Origami-Wechselwirkung ab-
schwicht und durch eine giinstigere Wechselwirkung ersetzt.
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Abbildung 1. a) Darstellung und TEM-Aufnahmen der nichtmodifizier-
ten, aus 24 parallelen Doppelhelices bestehenden DNA-Origami-Plat-
ten (mit nominellen Dimensionen von 65 nmx90 nm). Die Positionen
der fiir FRET-Messungen verwendeten Donor- (blau) und Akzeptor-
Farbstoffe (rot) sind in der Schemazeichnung markiert. Cholesterin-
modifizierte Oligonukleotide sind orange gezeichnet. b) Gefaltete
DNA-Origami-Strukturen, die durch die hydrophobe Wechselwirkung
von 35 Cholesterin-Modifikationen zusammengehalten werden, was in
einer doppellagigen Struktur mit Dimensionen 20 nmx90 nm resul-
tiert. c,d) Variante der Origami-Doppellagenstruktur mit einem flexi-
blen Scharnier entlang der Symmetrieachse in der offenen (c) sowie in
der geschlossenen Konformation (d). e) Statistische Auswertung von
TEM-Bildern verschiedener Versionen der Struktur mit einer unter-
schiedlichen Zahl an Cholesterin-Modifikationen sowohl fiir die starre
als auch die flexible Variante. Maf3stab: 100 nm.

TEM-Aufnahmen zeigten, dass das Tensid die Origami-Plat-
ten weder denaturierte noch anderweitig deformierte.

Um die Faltung zu Doppellagen gezielter steuern zu
konnen, stellten wir auch Origami-Strukturen mit molekula-
ren Scharnieren her. Dazu fligten wir zwei zusétzliche Thy-
midin-Nukleotide als flexible Abstandshalter in die Verbin-
dungen zwischen zwei Helices in der Mitte der Struktur ein.
Fiir diese Struktur musste die mittlere Reihe von Cholesterin-
Modifikationen entfernt werden, wodurch sich die Maximal-
zahl an Cholesterin-Molekiilen pro Origami auf 28 reduzierte
(Abbildung 1¢,d). Im geschlossenen Zustand (ohne Zugabe
von Tensiden) erschienen diese flexiblen Strukturen etwas
groBer (ca. 26 nm x 90 nm) als die starren Strukturen. Dies
stiitzt die Annahme, dass die flexiblen Strukturen entlang des
Scharniers in der Mitte gefaltet werden, wihrend die starren
Strukturen eher gebogen werden.

Anhand von TEM-Abbildungen einer groflen Zahl an
DNA-Strukturen werteten wir den Anteil an gefalteten oder
gebogenen Strukturen in Abhéngigkeit von der Zahl der
Cholesterin-Modifikationen und der Flexibilitit der Kon-
strukte statistisch aus (Abbildung 1e). Anstatt des iiblichen
negativen Kontrasts verwendeten wir positiven Farbekontrast
fiir die TEM-Abbildung, wodurch auch einlagige Origami-
Strukturen erkannt und Kklassifiziert werden konnten. Der
Anteil gefalteter Strukturen nahm mit der Zahl an Choles-
terin-Modifikationen zu. Bei gleicher Cholesterin-Anzahl
befanden sich die flexiblen Strukturen ofters in der ge-
schlossenen Konformation als die starren. Zudem neigten die
starren Strukturen bei einer mittleren Zahl an Cholesterin-
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Modifikationen eher zur Dimerisierung, was auch durch die
niedrigere Mobilitédt dieser Strukturen bei Elektrophorese-
Experimenten bestitigt wurde (Abbildung S6). Bemerkens-
werterweise ergibt sich aus rasterkraftmikroskopischen Auf-
nahmen auf Glimmer eine scheinbar geringere Faltungseffi-
zienz (Abbildung S7). Wir beobachteten generell weniger
gefaltete Strukturen im Vergleich zu den TEM-Aufnahmen
und eine Abhéngigkeit vom Salzgehalt, was darauf hindeutet,
dass die elektrostatische Wechselwirkung zwischen Glimmer
und Origami-Strukturen gegeniiber der hydrophoben Wech-
selwirkung im Inneren der DNA-Doppellagen iiberwiegt.
Um die Offnung von gefalteten Origami-Doppellagen
nach Zugabe eines Tensids ohne den Einfluss von geladenen
Oberflichen untersuchen zu konnen, fiihrten wir Forster-
Energietransfer(FRET)-Experimente in Losung durch. Wie
in Abbildung 1 angedeutet, wurden die Strukturen mit den
Fluorophoren ATTO 532 und ATTO 647-N versehen, die
zusammen ein FRET-Paar mit einem Forster-Radius von
ungefdhr 6 nm bilden. Die Faltung der Struktur zu DNA-
Doppellagen fiihrt zu einer hohen FRET-Effizienz, wihrend
das Offnen der Strukturen zu einer Verringerung des FRET-
Signals fiihrt. Wie in Abbildung 2a gezeigt, nahm das FRET-
Signal oberhalb von kritischen Konzentrationen von
Tween 80 im mikromolaren Bereich abrupt ab. Bei einer
groBeren Zahl an Cholesterin-Modifikationen erschien der
Ubergang bei der Entfaltung steiler und setzte erst bei ho-
heren Konzentrationen ein. Um FRET-Signale verschiedener
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Abbildung 2. a) Offnen der gefalteten Origami-Doppellagen mit zuneh-
mender Konzentration des Tensids Tween 80, bestimmt durch FRET
(FRET-induzierte Akzeptor-Emission F,p normiert durch die Emission
Faa nach direkter Anregung). b) Kinetik der Offnung von gefalteten
Strukturen mit und ohne flexibles Scharnier fiir die gleiche Zahl an
Cholesterin-Modifikationen nach Zugabe von 6 pum Tween bei t=0.
Der Offnungsvorgang wird sehr gut durch gestreckt-exponentielle
Kinetik beschrieben (durchgezogene Linien; Anpassungsparameter —
flexibel: f=0.52, k=0.069 min, starr: $=0.44, k=1.91 min).
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Strukturen zu vergleichen, normierten wir die Fluoreszenz
des Akzeptors nach FRET-Anregung (F,p) mit der Fluores-
zenz des Akzeptors bei direkter Anregung (F,,). Die nor-
mierten FRET-Werte von DNA-Doppellagen waren hoher
bei einer grofleren Zahl an Cholesterin-Modifikationen, was
ein dichteres SchlieBen der Strukturen andeutet. Wir vergli-
chen auch die Entfaltungskinetik von flexiblen und starren
Doppellagen mit der gleichen Zahl an Cholesterin-Molekii-
len nach Zugabe einer kritischen Menge an Tween 80. Wie in
Abbildung 2b gezeigt, war der anfingliche FRET-Wert der
flexiblen Struktur hoher, wihrend ihre Entfaltungskinetik
deutlich langsamer war. Dies zeigt, dass die starre Struktur
anfianglich weniger dicht geschlossen war und nach Zugabe
des Tensids instantan aufsprang.

Der Offnungsvorgang folgte keiner Kinetik erster Ord-
nung, wurde aber sehr gut von einer gestreckten Exponenti-
alfunktion exp[—(kf)f] beschrieben (Abbildung2b). Dies
deutet das Vorhandensein von Unordnung in den Strukturen
an, die moglicherweise durch mikroskopische Unterschiede
in den Cholesterin-Wechselwirkungen innerhalb der Origa-
mi-Doppellagen verursacht wird. In dhnlicher Weise wurde
zuvor die nichtexponentielle Relaxationskinetik von Protei-
nen mit dem Vorhandensein einer grofen Zahl energetisch
dhnlicher konformativer Subzustinde assoziiert.'"”! Wir
fanden iiberdies, dass die Stiarke des hydrophoben Schlie3ens
und die Offnungskinetik nicht nur von der Zahl an Choles-
terin-Modifikationen, sondern auch von deren genauer che-
mischer Natur und ihrer Anbindung an die Origami-Struk-
turen abhing (Abbildung S1-S5).

Wir vermuteten, dass die Offnung der DNA-Doppellagen
auch durch hydrophobe Wechselwirkungen der Cholesterin-
Modifikationen mit einer Lipidmembranen induziert werden
konnte. Tatséchlich resultierte auch die Zugabe von kleinen
unilamellaren Vesikeln (SUV) aus Palmitoyl-Oleoyl-Phos-
phatidylcholin (POPC) zu geschlossenen Origami-Strukturen
in einer starken Abnahme des FRET-Signals mit der Zeit
(Abbildung 3a). DNA-Origami-Platten ohne Cholesterin
wurden nicht von den SUVs beeinflusst, was eine direkte
Wechselwirkung der Fluorophore mit den Lipidmembranen
ausschlieBt. Da eine Offnung der DNA-Doppellagen auch
durch elektrostatische Wechselwirkungen zwischen DNA und
PC-Lipiden verursacht werden konnte,' fiihrten wir Expe-
rimente unter verschiedenen Pufferbedingungen durch. Bei
niedrigen Konzentrationen von einwertigen und in Gegen-
wart von zweiwertigen Ionen zeigen Experimente mit nicht-
modifizierten DNA-Origami-Strukturen auf substratgestiitz-
ten Lipiddoppelschichten sowie mit groflen unilamellaren
Vesikeln (GUVs) eine unspezifische Anbindung. Bei erhoh-
ten Salzkonzentrationen 16sen sich die Origami-Strukturen
jedoch von den Membranen, sofern sie nicht iiber Choleste-
rin-Modifikationen verankert wurden. Wir fithrten daher
auch Entfaltungsexperimente mit FRET in Abwesenheit von
Mg?", aber bei einer hohen Ionenstirke ([NaCl] = 1m) durch,
bei der die Origami-Strukturen noch stabil waren (Abbil-
dung S8,510). Auch hier beobachteten wir eine starke Re-
duktion der FRET-Effizienz in Gegenwart von SUVs, was ein
Szenario nahelegt, in dem die Origami-Strukturen sich ent-
falten und tber die Cholesterin-Funktionen an die Lipid-
membranen anbinden. Mit konfokaler Lasermikroskopie
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Abbildung 3. a) Entfaltungskinetik der Strukturen nach Zugabe von
SUVs. Der Reaktionsverlauf lisst sich sehr gut durch eine gestreckte
Exponentialfunktion (8=0.40, k=0.025 min) beschreiben. Im Ver-
gleich dazu zeigen Strukturen ohne Cholesterin-Modifikation keine Ver-
dnderung im FRET-Signal nach SUV-Zugabe. b) Konfokale Lasermikro-
skopie von mit BODIPY FL-markierten GUVs. c) Konfokales Bild der-
selben Probe, wobei mit ATTO-647N markierte Cholesterin-modifizier-
te DNA-Origami-Platten auf den GUVs angeregt wurden. Maf3stabs-
balken: 20 um.

konnte die Anbindung von Origami-Strukturen an GUVs
direkt visualisiert werden (Abbildung3b,c und Abbil-
dung S9).

Wie es auch fiir andere Schaltmechanismen der Fall ist,
die nur auf der Verdnderung der Pufferbedingungen (pH-
Anderungen, Zugabe oder Entfernung von Metallionen
usw.)”! beruhen, so hat auch das hydrophobe Schalten den
Nachteil, relativ unspezifisch zu sein. Die Anwesenheit von
Tensiden oder Lipiden kann viele andere Prozesse in einer
komplexen Umgebung beeinflussen, und das Offnen der
DNA-Doppellagen konnte auch irrtiimlich vom ,,falschen*
externen Stimulus ausgelost werden. Um die Spezifitdt des
Offnungsprozesses zu erhdhen, machten wir den hydropho-
ben Schaltvorgang daher von einem zusétzlichen molekula-
ren Eingabe-Parameter abhéngig. Einem einfachen Schliissel-
Schloss-Prinzip folgend, das zuvor z. B. schon fiir eine ,,DNA-
Origami-Box“['"¥l genutzt wurde, wurden die flexiblen DNA-
Origami-Strukturen mit zusitzlichen DNA-, Klammerstréin-
gen“ verschlossen (Abbildung 4e). Die Klammerstrange
wurden mit einem einzelstrangigen Fortsatz versehen, an dem
DNA-, Signalstringe“ anbinden und die Klammern durch
Strangverdringung 16sen konnten. Wie in Abbildung 4 ge-
zeigt, wurden die geklammerten DNA-Doppellagen tatséch-
lich nur bei gleichzeitiger Zugabe von DNA-Signalen und
Tensidmolekiilen geoffnet.

Zusammenfassend haben wir gezeigt, dass hydrophobe
Wechselwirkungen als Grundlage fiir einen neuen Schaltme-
chanismus fiir DNA-Nanostrukturen genutzt werden konnen.
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Abbildung 4. Konditionale Offnung von Origami-Doppellagen. a) TEM-
Aufnahme flexibler DNA-Platten in der geschlossenen Konformation.
Die Strukturen sind, wie in (e) gezeigt, zusitzlich mit DNA-Duplexen
verklammert. b) TEM-Aufnahme nach Zugabe von Tween 80. c) TEM-
Aufnahme nach Zugabe von DNA-Offnungsstringen. d) Nur bei der
Zugabe von sowohl| Tween 80 als auch DNA-Offnungssignalen werden
die DNA-Sandwiches geéffnet. e) Statistische Analyse der Offnung der
Origamistrukturen. Die Abbildung rechts zeigt den Offnungsprozess in
Anwesenheit von Tween- und Signal-DNA. Dimere treten ebenfalls auf,
wie mit dem Pfeil in (d) markiert. Maf3stabsbalken: 100 nm.

Die intramolekulare Aggregation von Cholesterin-Modifi-
kationen ist stark genug, um DNA-Origami-Strukturen zu
verbiegen und zu falten. In Gegenwart von Tensiden oder
Lipidmembranen wird die Aggregation aufgelost, was zu
einer Offnung der Strukturen fithrt. Hydrophobes Schalten
kann mit anderen Schaltmechanismen kombiniert werden.
Dies ist von Interesse, wenn das Offnen und das Anbinden
einer DNA-Nanostruktur, z. B. eines Nanocontainers, an eine
Lipidmembran ausschlieflich in Gegenwart eines spezifi-
schen Umweltsignals erwiinscht ist. Ganz allgemein erweitern
hydrophobe Wechselwirkungen das Repertoire der Schalt-
mechanismen fiir rekonfigurierbare Nukleinsdure-Nano-
strukturen und ermdoglichen damit auch strukturelle Merk-
male, die normalerweise Proteinen vorbehalten sind. Be-
merkenswert ist unter anderem, dass die tensidinduzierte
Entfaltung der DNA-Doppellagen recht analog zur chemi-
schen Denaturierung von Proteinen verlduft, deren hydro-
phobe Reste in Gegenwart von Denaturierungsmitteln ex-
poniert werden.
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