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1. Einf�hrung

Die Basensequenz der Nukleins�uren kodiert strukturelle
und funktionelle Informationen in einem Biopolymer. Die
�ber Basenpaare stabilisierte Bildung von Duplex-DNA, die
H+-vermittelte Bildung von i-Motiven,[1] die K+- oder Pb2+-
gesteuerte Bildung von G-Quadruplexen,[2] die kooperative,
durch Metallionen induzierte Bildung von Duplex-DNA (z. B.
durch T-Hg2+-T-[3] oder C-Ag+-C-Br�cken)[4] und die koope-
rative Stabilisierung von Doppelstrang-DNA durch photo-
isomerisierbare Einheiten (z.B. trans-Azobenzol)[5] gehçren
zu den Strukturmotiven, die durch Basensequenzen von
Nukleins�uren bestimmt werden. Auch die Reaktivit�t von
Nukleins�uren wird �ber die Basensequenz kontrolliert. Se-
quenzspezifische Nukleotide weisen spezifische Erken-
nungsstellen f�r die Bindung von Substraten mit geringem
Molekulargewicht, Biopolymeren und sogar Zellen auf (z. B.
Aptamere).[6] Ebenso zeigen sequenzspezifische Nukleins�u-
ren katalytische Funktionen (z. B. DNAzyme oder Ribozy-
me).[7] Sequenzspezifische Dom�nen der DNA bestimmen
auch die selektive Bindung von Proteinen,[8] und bestimmte
Duplexdom�nen werden spezifisch durch Enzyme gespalten
(z. B. Endonukleasen oder Nicking-Enzyme).[9]

Die Stabilit�t von DNA-Strukturen wird durch verschie-
dene Parameter kontrolliert, wie die Anzahl der Basenpaare,
Art der Basen, Ionenst�rke, kooperative Effekte verbr�-
ckender Duplexe, durch Ionen, i-Motiv- oder G-Quadruplex-
Strukturen und die Interkalation molekularer Substrate. Der
Wechsel einer Nukleins�urestruktur in eine andere Konfigu-
ration erfordert die Entwicklung eines energetisch abw�rts
verlaufenden Prozesses (DG< 0). In Abbildung 1 wird
anhand des Strangverdr�ngungsprozesses die energiekon-
trollierte Rekonfiguration von DNA-Strukturen veran-
schaulicht und der Einfluss der kodierenden Basensequenz
auf den Prozess aufgezeigt.[10] Die Strangverdr�ngungsreak-
tion wird in Abbildung 1A gezeigt, wo eine Duplexstruktur I,
bestehend aus den Str�ngen 1 und 2, mit einem Eingabestrang
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3 interagiert. Da der Eingabestrang die zur Dom�ne at von
Komplex I komplement�re Dom�ne at* enth�lt, ergibt sich
aus der Hybridisierung mit dem Duplex I die Hybridstruktur
1/2/3. Da der Eingabestrang ein �berh�ngendes Einzel-
strangende mit Dom�ne a* enth�lt, die komplement�r zur
Sequenz a von 1 ist, findet eine Verzweigungsmigration und
Strangverdr�ngung statt, um den energetisch stabilisierten
Duplex II zu bilden, begleitet von der Freisetzung des Aus-
gabestrangs 2. Abbildung 1B zeigt die Kinetik der Strang-
verdr�ngungsreaktion als Funktion der Art und Anzahl der
Basen in der Toehold-Region. Der Strangverdr�ngungspro-
zess wird mit steigender Zahl an komplement�ren Basen in
der Toehold-Region verst�rkt, und die Bildung von energe-
tisch stabilisierten Basenpaaren beschleunigt den Strangver-
dr�ngungsprozess.

Die zyklische Rekonfiguration der DNA von einer
Struktur in eine andere �ber einen mechanisch gesteuerten
�bergang bildet die Grundlage f�r die Entwicklung ver-
schiedener DNA-Schalter. Abbildung 2A skizziert das Prin-
zip eines DNA-Schalters. Eine DNA-Struktur in Zustand A
wird einem Stimulus, Input IA, ausgesetzt, der eine struktu-
relle Umwandlung von Zustand A in Zustand B induziert.
Die anschließende Wechselwirkung von Zustand B mit einem
zweiten Auslçser, Input IB, stellt Zustand A wieder her und
ergibt somit eine reversibel schaltbare DNA-Einheit. Der
Aufbau von DNA-Schaltern erfordert die Entwicklung von
Mçglichkeiten, um die Funktion des DNA-Schalters zu ver-
folgen. Das Fluoreszenzverhalten eines DNA-Schalters mit
einem Fluorophor/Quencher-Paar ist in Abbildung 2A dar-
gestellt, wobei die Lçschung des Fluorophors �ber den Ab-
stand zwischen Fluorophor und Quencher gesteuert wird.
Abbildung 2B veranschaulicht die stimuliresponsive Rekon-
figuration eines DNA-Systems von einer Random-Coil-
Struktur (Zustand C) in eine katalytisch aktive DNAzym-
Struktur (Zustand D) durch einen Reiz, Input IC, und die
umgekehrte Dissoziation der DNAzym-Struktur durch einen
zweiten Reiz, Input ID. Der vom DNAzym katalysierte Pro-
zess liefert daraufhin das Auslesesignal f�r die schaltbaren
katalytischen Funktionen der molekularen Funktionseinheit.
Mechanisch betriebene DNA-Schalter gen�gen einigen
grundlegenden Eigenschaften und funktionellen Vorausset-
zungen: 1) Der Betrieb des DNA-Schalters bençtigt Ener-
giezufuhr (Treibstoff). Der Treibstoff kann ein chemischer
Auslçser sein (ein Nukleins�urestrang, der einen energetisch

stabilisierten Duplex bildet, oder Ionen, die kooperativ sta-
bilisierte DNA-Duplexe oder DNA-Komplexe liefern, und
H+-Trigger, die zu i-Motiv-Strukturen f�hren), Lichtsignale,
elektrische Signale und mehr. 2) F�r den reversiblen Betrieb
von DNA-Schaltern ist die Einf�hrung von „Antitreibstof-
fen“, welche die Treibstoffstimuli kompensieren, wesentlich.
Diese Antitreibstoffe kçnnen Nukleins�uren sein, die den
Treibstoffstrang von der Einheit ablçsen, Liganden, die Me-
tallionen entfernen, oder pH-�nderungen, die dem pH-
Trigger entgegengesetzt sind. Alternativ kann die Einstrah-
lung anderer Wellenl�ngen, die dem Licht-Input entgegen-
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Abbildung 2. A) Zyklisch schaltbare Rekonfiguration einer DNA-Nano-
struktur mithilfe zweier externer Auslçser, IA und IB. Die Rekonfigurati-
on wird durch Fluoreszenzintensit�ten eines Fluorophor/Quencher-
Paares verfolgt. B) Zyklisch schaltbare �berg�nge eines HRP-imitieren-
den DNAzyms zwischen einer katalytisch inaktiven Random-Coil-
Nukleins�ure und einem katalytisch aktiven H�min/G-Quadruplex
unter Verwendung zweier externer Auslçser, IC und ID. Der Betrieb des
DNA-Schalters wird durch Beobachtung des DNAzym-vermittelten ka-
talytischen Prozesses abgebildet.
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wirken, oder ein elektrisches Gegenpotential, das den elek-
trischen Input ausgleicht, als Antitreibstoff genutzt werden.

Verschiedene Anwendungen von DNA-Schaltern sind
vorstellbar, z.B. schaltbare katalytische Systeme wie schalt-
bare DNAzyme oder eine Verwendung als mechanische
Tr�ger, die Nanoobjekte wie Enzyme oder Nanopartikel
transportieren. Die schaltbare Rekonfiguration solcher Ob-
jekte kann zur Kontrolle von Enzymkaskaden oder zur Re-
gulation plasmonischer Funktionen genutzt werden. Auch in
der Materialwissenschaft kçnnen schaltbare DNA-Systeme
wichtige Anwendungen finden. So bieten schaltbare DNA-
Hydrogele oder DNA-Schalter als Schließsystem f�r meso-
porçse Materialen oder Nanoporen vielf�ltige Mçglichkeiten
zur kontrollierten Freisetzung von Wirkstoffen.

Im diesem Aufsatz beschreiben wir die Methoden zur
Herstellung von DNA-Schaltern und diskutieren ihre mçgli-
chen Anwendungen. Es soll angemerkt werden, dass DNA-
Schalter eine Unterklasse der DNA-Maschinen bilden, ein
sich rasch entwickelndes Gebiet der DNA-Nanotechnolo-
gie.[11] W�hrend zum Bereich der DNA-Maschinen bereits
ausf�hrliche �bersichtsartikel erschienen sind, wurde das
Feld der DNA-Schalter und dessen Einfluss auf die DNA-
Nanotechnologie bislang untersch�tzt. Daher sind wir der
Meinung, dass der vorliegende Aufsatz neue Einblicke und
Grundlagen zum Feld der „Mechano-DNA“ vermitteln kann.

2. Arten von DNA-Schaltern

2.1. Metallionen-gesteuerte DNA-Schalter

G-reiche Nukleins�uresequenzen gehen metallionen-
induzierte �berg�nge von Random-Coils zu G-Quadruple-
xen ein.[12] Durch die Wechselwirkung der Random-Coil-
Nukleins�uren mit den entsprechenden Ionen kommt es zur
Selbstorganisation der G-Quadruplex-Nanostrukturen. Die
ligandeninduzierte Eliminierung der stabilisierenden Metall-
ionen trennt die G-Quadruplexe wieder in die Random-Coil-
Str�nge und erlaubt dadurch eine zyklisch schaltbare Re-
konfiguration der Quadruplex-Strukturen. Ein solcher io-
neninduzierter DNA-Schalter ist in Abbildung 3A veran-
schaulicht, wobei Pb2+-Ionen eingesetzt werden, um die par-
allele G-Quadruplex-Struktur zu stabilisieren.[13] Die Du-
plexstruktur (4/5) enth�lt in 4 eine G-Quadruplex-Sequenz in

einer blockierten (caged) Konfiguration. Die Behandlung der
Duplexstruktur mit Pb2+-Ionen f�hrte zur Dissoziation von
Strang 5 und zur Bildung des energetisch stabilisierten, Pb2+-
funktionalisierten parallelen G-Quadruplexes. Die Assozia-
tion von ZnII-Protoporphyrin IX (ZnPPIX) mit der G-Qua-
druplex-Struktur hatte eine starke Fluoreszenz des interka-
lierten Farbstoffs zur Folge (Abbildung 3B, Kurve a). Die
anschließende Behandlung des Pb2+-funktionalisierten G-
Quadruplexes mit 1,4,7,10-Tetraazacyclododecan-1,4,7,10-te-
traessigs�ure (DOTA) als Ligand eliminierte die Pb2+-Ionen
aus dem G-Quadruplex, was die Auflçsung der G-Quadru-
plex-Nanostruktur, die Rekombination der Str�nge 4 und 5 in
die Duplexstruktur 4/5 und die Freisetzung des ZnPPIX-
Farbstoffs, der geringe Fluoreszenzintensit�t zeigt, nach sich
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Abbildung 3. A) Schaltbare, Pb2+-stimulierte Rekonfiguration einer
Duplex-DNA-Struktur in die Pb2+-stabilisierte G-Quadruplex-Struktur
und die umgekehrte Spaltung des G-Quadruplexes durch Eliminierung
der Pb2+-Ionen mit dem DOTA-Liganden. Der Bildung und Dissoziati-
on des G-Quadruplexes folgt die Bindung von ZnII-Protoporphyrin IX
(ZnPPIX) an den G-Quadruplex (starke Fluoreszenz) und die Lçschung
der Fluoreszenz von ZnPPIX nach Auflçsung des G-Quadruplexes.
B) Fluoreszenzspektren: a) ZnPPIX im Komplex mit dem durch Pb2+-
Ionen stabilisierten G-Quadruplex. b) Freies ZnPPIX, gebildet nach der
DOTA-vermittelten Auflçsung des G-Quadruplex und Bildung der 4/5-
Duplexstruktur. Mit Genehmigung aus Lit. [13]. Copyright 2010 Ameri-
can Chemical Society. C) Durch K+-Ionen induzierter �bergang eines
Random-Coil-DNA-Strangs in eine katalytisch aktive, die Meerrettich-
peroxidase(HRP)-imitierende H�min/G-Quadruplex-DNAzym-Nano-
struktur.
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zog (Abbildung 3B, Kurve b). Durch die zyklische Behand-
lung der DNA-Duplexstruktur (4/5) mit Pb2+-Ionen und der
nachfolgenden Eliminierung der Pb2+-Ionen aus der G-Qua-
druplex-Nanostruktur mittels DOTA wurde die Fluoreszenz
des Systems reversibel zwischen hohen und niedrigen Werten
umgeschaltet. Das Pb2+-gesteuerte Umschalten der Duplex-
struktur (4/5) zu den fluoreszierenden Pb2+-modifizierten G-
Quadruplex/ZnPPIX-Komplexen wurde f�r den quantitati-
ven Nachweis von Pb2+-Ionen (Nachweisgrenze 20 nm) ver-
wendet. In gleicher Weise f�hrte die Behandlung der G-rei-
chen einzelstr�ngigen Nukleins�ure 6 mit K+-Ionen zur An-
ordnung in antiparallelen K+-stabilisierten G-Quadruplex-
Strukturen[14] (Abbildung 3C). Die Assoziation von H�min
mit dem G-Quadruplex ergab die Bildung eines katalytisch
aktiven H�min/G-Quadruplexes, eines Meerrettichperoxid-
ase(HRP)-imitierenden DNAzyms, das die katalytische,

H2O2-induzierte Oxidation von 2,2’-Azino-bis(3-ethylbenzo-
thiazolin-6-sulfons�ure) (ABTS2�) zum gef�rbten Produkt
ABTSC� anschaltete, oder mit H2O2 die Oxidation von
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidin (TMB) zum gef�rbten Produkt
3,3’,5,5’-Tetramethylbenzidindiimin (TMBC+) katalysierte.
Diese Systeme wurden zur quantitativen Analyse von K+-
Ionen eingesetzt.

Die K+-induzierte Bildung von G-Quadruplexen und die
Dissoziation des G-Quartetts wurden durch schnelle Raster-
kraftmikroskopie (AFM) auf Einzelmolek�lebene abgebil-
det.[15] Die Duplex-DNA-Strukturen L1 und L2, die beide
einen mittig positionierten Einzelstrang�berhang enthielten
(Dom�nen i und ii, bestehend aus 3=4 bzw. 1=4 der G-Quadru-
plex-Sequenzen), wurden in ein DNA-Origami integriert
(Abbildung 4A). In Gegenwart von K+-Ionen waren im re-
sultierenden G-Quadruplex die Duplexe L1 und L2 zu einer

Abbildung 4. A) Schematische Bildung eines DNA-Origami-Rahmens, der �berh�ngende Nukleins�uren enth�lt, die K+-induzierte, schaltbare G-
Quadruplex/Random-Coil-Strukturwechsel eingehen kçnnen. B) AFM-Bilder: Felder I und II zeigen den K+-stabilisierten G-Quadruplex im Origami-
Rahmen. Felder III und IV zeigen den Random-Coil-Strang im Origami-Rahmen nach Eliminierung der K+-Ionen und Trennung des G-Quadruple-
xes. Mit Genehmigung aus Lit. [15]. Copyright 2010 American Chemical Society. C) Elektrochemische Transduktion einer Schleifen-haltigen DNA-
Duplexstruktur zur G-Quadruplex-Struktur, assoziiert mit einer Au-Elektrode. Der �bergang der Schleifenstruktur zum G-Quadruplex wird durch
Zugabe von K+-Ionen induziert, und die Trennung des G-Quadruplexes erfolgt nach Eliminierung der K+-Ionen aus der Nanostruktur durch
Zugabe eines 18-Kronenethers (CE). D) Voltammetrische Signale f�r a) die Ferrocen-markierte Schleifenstruktur und b) Die Ferrocen-markierte,
durch K+-Ionen stabilisierte G-Quadruplex-Struktur. Einschub: Zyklische voltammetrische Antworten auf die schaltbaren �berg�nge zwischen der
Schleifen-haltigen Duplexstruktur (a) und der G-Quadruplex-Struktur (b) in Anwesenheit eines 18-Kronenethers bzw. K+-Ionen. Mit Genehmigung
aus Lit. [16]. Copyright 2010 Wiley-VCH.
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X-fçrmigen Struktur verbr�ckt. Diese Struktur wurde dann
durch Entfernung der K+-Ionen aus dem System aufgetrennt.
Abbildung 4B zeigt die resultierende X-fçrmige, G-Quadru-
plex-verbr�ckte Struktur (Felder I und II) und die nach
Entfernen der K+-Ionen gebildete, parallele Duplex-Struktur
(Felder III und IV).

Der reversibel umschaltbare �bergang zwischen G-rei-
chen Random-Coil-Nukleins�uren und G-Quadruplex-Na-
nostrukturen wurde genutzt, um Elektronentransferreaktio-
nen an Grenzfl�chen zu regulieren (Abbildung 4C).[16] Die
teilweise komplement�re Nukleins�ure-Duplex-Struktur (7/
8) wurde auf Au-Elektroden aufgetragen, und der Redox-
marker Ferrocen (Fc) wurde an das 5’-Ende des Strangs 8
gebunden. Die Schleifendom�nen I und II des Duplex be-
stehen aus den G-reichen Sequenzen. In Anwesenheit von
K+-Ionen lagerten sich die G-haltigen DNA-Str�nge in die G-
Quadruplex-Struktur um, w�hrend die anschließende
[18]Kronenether(CE)-stimulierte Eliminierung von K+ aus
dem Quadruplex die lineare Haarnadelstruktur wiederher-
stellte. Da die r�umliche Trennung zwischen dem Redoxm-
arker (Fc) und den Elektroden durch die separierenden Nu-
kleins�ureger�ste kontrolliert wird, bestimmt der DNA-
Hauptstrang die Elektronentransfergeschwindigkeiten �ber
die Grenzfl�chen und das voltammetrische Signal des Re-
doxmarkers. Die r�umliche Trennung zwischen dem Re-
doxmarker Ferrocen und der Elektrode, die durch das lineare
Haarnadelger�st festgelegt ist, f�hrt zu einem niedrigen
voltammetrischen Signal (Abbildung 4 D, Kurve a), wohin-
gegen der G-Quadruplex durch die erzwungene N�he zwi-
schen dem Redoxmarker und der Elektrode das voltamme-
trische Signal verst�rkt (Abbildung 4D, Kurve b). Durch die
zyklische Rekonfiguration der oberfl�chenmodifizierten
Elektrode zwischen der linearen Haarnadelstruktur und dem
G-Quadruplex-Zustand wurden die voltammetrischen Si-
gnale des Redoxmarkers zwischen niedrigen bzw. hohen
Werten umgeschaltet (Abbildung 4 D, Einschub). In einer
�hnlichen Studie wurde eine Elektrode mit einer Ferrocen-
markierten Random-Coil-Nukleins�ure, bestehend aus der
G-reichen Sequenz, funktionalisiert.[17] Die r�umliche Tren-
nung des Redoxmarkers von der Elektrode hatte einen inef-
fizienten Elektronentransfer �ber die Grenzfl�che und ein
schwaches voltammetrisches Signal zur Folge. Durch Be-
handlung der modifizierten Oberfl�che mit K+-Ionen bildete
sich der antiparallele G-Quadruplex, wodurch der Redoxm-
arker in die N�he der Elektrode gebracht wurde. Dieser
strukturelle �bergang verursachte einen effektiven Elektro-
nentransfer an den Grenzfl�chen und ein starkes voltamme-
trisches Signal. Der durch K+-Ionen gesteuerte Wechsel der
Random-Coil-Struktur zum G-Quadruplex wurde f�r den
quantitativen Nachweis von K+-Ionen verwendet (Nach-
weisgrenze 100 mm).

Es wurde gezeigt, dass Liganden und �bergangsmetall-
komplexe �berg�nge zwischen G-Quadruplexen und
Random-Coil-Strukturen reversibel schalten kçnnen.[18] Der
Ligand Bismethylchinoliniumpyridindicarboxamid (9) zeigte
eine hohe Bindungsaffinit�t zu der durch K+-Ionen stabili-
sierten G-Quadruplex-Struktur (10) (Abbildung 5A). Die
Bindung von Cu2+-Ionen an den Liganden 9 f�hrte zur Dis-
soziation des G-Quadruplexes und zur Stabilisierung einer

helikalen DNA-Spirale durch elektrostatische Bindung der
Cu2+-Ligand-Komplexe (Cu2+-9). Nachfolgende Entfernung
der Cu2+-Ionen vom Liganden durch Ethylendiamintetra-
essigs�ure (EDTA) regenerierte den freien Dicarboxamid-
Liganden (9) und die G-Quadruplex-Struktur. Die �ber-
g�nge zwischen G-Quadruplex und helikaler Spiralstruktur
wurden mittels Zirkulardichroismus (CD) verfolgt (Abbil-
dung 5B). �ber eine CD-Bande bei l = 295 nm wurde die
Bildung des G-Quadruplexes beobachtet, und nach Auflç-
sung des G-Quadruplexes durch Cu2+-Ionen war diese Bande
stark vermindert.

Nukleotidbasen fungieren als Liganden f�r verschiedene
Metallionen. Beispielsweise liefert Thymin stabile Thymin-
Hg2+-Thymin(T-Hg2+-T)-Komplexe und Cytosin bildet Cy-

Abbildung 5. A) Ligand-vermittelte, umschaltbare G-Quadruplex/
Random-Coil-�berg�nge. Der Ligand 9 und K+-Ionen stabilisieren die
G-Quadruplex-Struktur. Eliminierung des Liganden 9 aus dem G-Qua-
druplex f�hrt zur Bildung des Cu2+-9-Komplexes, was die Umwandlung
von der G-Quadruplex- zur Random-Coil-Struktur bewirkt. Zugabe von
EDTA spaltet den Cu2+-9-Komplex durch die Bindung der Cu2+-Ionen.
Die Freisetzung von Ligand 9 stellt in Anwesenheit von K+-Ionen die
G-Quadruplex-Struktur wieder her. B) Zirkulardichroismus(CD)-Spek-
tren a) des durch Ligand 9 und K+-Ionen kooperativ stabilisierten
G-Quadruplexes und b) des Random-Coil-Zustands nach Eliminierung
von Ligand 9 durch die Bildung des Cu2+-9-Komplexes. Einschub: Zy-
klische Wechsel der CD-Spektren nach Bildung des durch K+-Ionen/9-
stabilisierten G-Quadruplexes (a), und nach Eliminierung der Stabilisa-
tor-Einheiten 9 durch die Bildung der Cu2+-9-Komplexe (b). Mit Geneh-
migung aus Lit. [18]. Copyright 2008 Wiley-VCH.
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tosin-Ag+-Cytosin(C-Ag+-C)-Strukturen.[4] Diese Komplexe
kçnnen kooperativ die Bildung von DNA-Duplex-Strukturen
stabilisieren. Nach Eliminierung der Metallionen aus Metall-
ion-verbr�ckten Hybriden werden die Duplexe aufgetrennt
und liefern damit durch Metallionen schaltbare Strukturen.
Um durch Metallionen schaltbare DNA-Strukturen aufzu-
bauen, wurden verschiedene Modelle entwickelt und optische
oder elektrochemische Transduktionen der schaltbaren
Funktionen der Systeme genutzt, um die molekularen DNA-
Schalter zu detektieren. Abbildung 6A zeigt z. B. eine an den

3’- und 5’-Enden mit einem Fluorophor/Quencher-Paar (F/Q)
funktionalisierte Haarnadelstruktur (11). In dieser Haarna-
del-Konfiguration ist der Fluorophor effektiv gelçscht und
liefert ein „AUS“-Fluoreszenzsignal. In Anwesenheit einer
Helfer-Nukleins�ure (12), die zur Schleifendom�ne der
Haarnadel partiell komplement�r ist, sowie zugef�gter Hg2+-
Ionen wird die Haarnadel zur Duplex-Struktur 11/12 geçff-

net, die durch komplement�re Basenpaare und T-Hg2+-T-
Br�cken kooperativ stabilisiert wird. Die r�umliche Trennung
des Fluorophors (6-Carboxyfluorescein, FAM) vom Quen-
cher (Black Hole Quencher-1, BHQ-1) f�hrt zu einer ineffi-
zienten Lçschung des FAM und zu einem verst�rkten Fluo-
reszenzsignal. Weitere Zugabe von I�-Ionen entfernt die
Hg2+-Ionen aus der Duplex-Struktur 11/12, f�hrt zu deren
Auftrennung und R�ckf�hrung des Strangs 11 in eine Haar-
nadelstruktur mit gelçschter Fluoreszenz des FAM.[19] Ab-
bildung 6 B beschreibt einen anderen Ansatz, um einen
fluoreszierenden DNA-Schalter auf der Basis von T-Hg2+-T-
Br�ckeneinheiten zu konstruieren.[20] Das System nutzt die
Tatsache aus, dass der G-Quadruplex als Quencher von
Fluorophoren wirkt. Folglich wurde die Nukleins�ure 13, die
aus dem an die T-reiche Einzelstrangdom�ne gebundenen G-
Quadruplex besteht und am 5’-Ende mit dem FAM-Fluoro-
phor (F) verbunden ist, als funktionaler DNA-Schalter ver-
wendet. Die r�umliche Trennung zwischen dem FAM-Fluo-
rophor und dem G-Quadruplex f�hrte zur ineffizienten Lç-
schung des Fluorophors und dem Fluoreszenzzustand „AN“
des Schalters (Abbildung 6C, Kurve a). In Anwesenheit von
Hg2+-Ionen verl�uft die intramolekulare Faltung der einzel-
str�ngigen DNA 13 �ber die Bildung von T-Hg2+-T-Br�cken,
was zu geringen Abst�nden zwischen dem FAM-Fluorophor
und der G-Quadruplexstruktur und damit zur effizienten
Lçschung des Fluorophors f�hrt (Abbildung 6C, Kurve b).
Anschließende Behandlung des „AUS“-Zustandes mit Cys-
tein (Cys) eliminierte die Hg2+-Ionen aus der gefalteten
Struktur und bewirkte die Regeneration der Haarnadel-
struktur mit starker Fluoreszenz (Abbildung 6C, Kurve c).

Ein DNA-basierter, elektrochemischer Schalter wurde
unter Verwendung von T-Hg2+-T-Br�ckeneinheiten auf
Elektrodenoberfl�chen aufgebracht (Abbildung 7A).[21] Eine
3’-thiolierte Nukleins�ure (14), die zwei T-reiche Dom�nen I
und II enth�lt, wurde auf einer Elektrodenoberfl�che ange-
ordnet. Das 5’-Ende von Strang 14 wurde mit dem redox-
aktiven Marker Ferrocen (Fc) funktionalisiert. In der ein-
zelstr�ngigen Random-Coil-Konfiguration ist der Redoxm-
arker r�umlich von der Elektrode getrennt, was einen inef-
fizienten Elektronentransfer und somit ein schwaches volt-
ammetrisches Signal in Zustand A nach sich zieht. In
Gegenwart von Hg2+-Ionen werden die Dom�nen I und II in
eine T-Hg2+-T-verbr�ckte Struktur gefaltet, worin der Fc-
Redoxmarker nahe zur Elektrode gelangt. Dies resultiert in
einem effizienten Elektronentransfer und einem großen
voltammetrischen Signal in Zustand B. Die Cystein(Cys)-
vermittelte Eliminierung der Hg2+-Ionen regenerierte die
Random-Coil-Konfiguration (Zustand A) mit schwachem
voltammetrischen Signal. Durch die zyklische Behandlung
der mit einer DNA-Monoschicht modifizierten Elektrode mit
Hg2+-Ionen und Cys wurden die voltammetrischen Signale
zwischen hohen (AN)- und niedrigen (AUS)-Werten ge-
schaltet (Abbildung 7B).

Die kooperative Stabilisierung der DNA-Duplex-Struk-
turen durch T-Hg2+-T und die Cys-vermittelte Trennung der
Doppelstr�nge durch Entfernen der Hg2+-Ionen wurde ge-
nutzt, um ein schaltbares DNAzym-System zu entwickeln
(Abbildung 8A).[22] Dieses System besteht aus den Str�ngen
15, 16 und 17. Die Str�nge 15 und 16 enthalten Untereinhei-

Abbildung 6. A) Schaltbare und reversible �berg�nge einer DNA-Haar-
nadelstruktur in eine Duplex-Anordnung und zur�ck mit Hg2+- und I�-
Ionen als Auslçser. B) Hg2+/Cystein-gesteuerte, schaltbare �berg�nge
zwischen einer Random-Coil- und einer Hg2+-verbr�ckten Haarnadel-
Nanostruktur. Der G-Quadruplex fungiert als interner Quencher des
Fluorophors (F). C) Fluoreszenzspektren a) der G-Quadruplex-markier-
ten Random-Coil-DNA-Struktur, b) der G-Quadruplex-markierten, �ber
Hg2+-Ionen verbundenen Haarnadelstruktur und c) der nach Eliminie-
rung der Hg2+-Ionen und Auflçsung der Haarnadelstruktur entstande-
nen G-Quadruplex-markierten Random-Coil-Struktur. Mit Genehmi-
gung aus Lit. [20]. Copyright 2012 Royal Society of Chemistry.
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ten analog zum HRP-imitierenden H�min/G-Quadruplex-
DNAzym. Jede dieser Sequenzen ist mit T-haltigen Dom�nen
verl�ngert, die teilweise komplement�r zu Strang 17 sind. In
Abwesenheit von Hg2+-Ionen war das H�min/G-Quadruplex-
DNAzym stabil, was zur katalytischen Entstehung von Che-
milumineszenz �ber die DNAzym-vermittelte Oxidation von
Luminol durch H2O2 f�hrte (Zustand A). In Anwesenheit
von Hg2+-Ionen f�hrte der durch die kooperative Bildung von
T-Hg2+-T-Br�cken zwischen Strang 17 und den Anh�ngen der
Str�nge 15 und 16 gebildete Duplex zur Auftrennung der
DNAzym-Struktur und zur Bildung der katalytisch inaktiven
Komplexstruktur 15/16/17 (Zustand B, Abbildung 8A). In
dieser Anordnung war die Entstehung von Chemilumines-
zenz unterdr�ckt. Die Zugabe von Cystein (Cys) entfernte die
Hg2+-Ionen aus der Komplexstruktur 15/16/17 und initiierte
die Auftrennung der Struktur sowie die Regeneration des
katalytisch aktiven H�min/G-Quadruplex-DNAzyms. Durch
die zyklische Zugabe von Hg2+-Ionen zum System im Zustand
A, um zu Zustand B zu gelangen, und den Cys-vermittelten
�bergang von Zustand B in Zustand Awurde die vom System
generierte Chemilumineszenz zwischen „AN“- und „AUS“-
Zust�nden geschaltet (Abbildung 8B).

In �hnlicher Weise wurde das Mg2+-abh�ngige DNAzym
durch Bildung oder Spaltung von T-Hg2+-T-Komplexen „AN“
und „AUS“ geschaltet (Abbildung 8C).[23] Die Str�nge 18 und
19 enthalten in den Dom�nen I und II die Sequenzen, die den
DNAzym-Untereinheiten entsprechen, und die Dom�nen III
und IV kçnnen mit dem Ribonukleobase-haltigen Substrat 20
hybridisieren. Die Dom�nen V und VI in den Str�ngen 18 und
19 weisen partiell Basenkomplementarit�t und T-Basen-
Fehlpaarungen auf. W�hrend in Abwesenheit von Hg2+-
Ionen die Bildung von stabilen Mg2+-abh�ngigen DNAzym-
Strukturen verhindert wird, bewirkte die Zugabe von Hg2+-
Ionen eine kooperative Stabilisierung der Mg2+-abh�ngigen
DNAzym-Struktur, die mit dem Substratstrang 20 hybridi-
sierte. Die resultierende DNAzym/Substrat-Struktur kataly-
sierte die hydrolytische Spaltung des Substrats. Da das Sub-
strat mit einem Fluorophor/Quencher-Paar (F/Q) markiert
war, f�hrte die Spaltung des Substrats zu einem Fluorophor-
markierten Produktfragment, das den Fluoreszenznachweis
des Hg2+-stimulierten, angeschalteten DNAzyms ermçglich-
te. Die Kombination des Systems mit magnetischen Partikeln
(MP), die mit Lipons�ure funktionalisiert waren, ermçglichte
die Eliminierung der Hg2+-Ionen aus den DNAzym-Nano-
strukturen und die magnetische Abtrennung der Hg2+-Ionen
aus dem System. Daraus resultierten die Auftrennung der
DNAzym-Untereinheiten und die Bildung eines katalytisch
inaktiven Systems. Wiederzugabe von Hg2+-Ionen zum
System regenerierte die katalytisch aktive Struktur des
DNAzyms. Durch die zyklische Behandlung des Systems
bestehend aus den Str�ngen 18, 19 und 20 mit Hg2+-Ionen und
Lipons�ure-funktionalisierten magnetischen Partikeln wurde
das Mg2+-abh�ngige DNAzym zwischen „AN“- und „AUS“-
Zust�nden geschaltet (Abbildung 8D).

Analog zu den T-Hg2+-T-Br�cken, die DNA-Duplex-
Strukturen kooperativ stabilisieren, haben Cytosin-Ag+-Cy-
tosin(C-Ag+-C)-Br�ckenkomplexe �hnliche Anwendungen
gefunden. Beispielsweise wurde der schaltbare und zyklische
„AN“- und „AUS“-Betrieb des HRP-imitierenden H�min/G-
Quadruplex-DNAzyms auch mit Ag+-Ionen und Cystein
(Cys) als Auslçser beschrieben.[24] Es sollte angemerkt
werden, dass viele durch Ionen ausgelçste Schalter die
Grundlage f�r die Entwicklung von Ionensensoren und Sen-
sorregenerationssystemen bilden.[25]

2.2. pH-gesteuerte DNA-Schalter

Die Selbstorganisation Cytosin-reicher i-Motive bei
sauren pH-Werten (ca. 5.0) wurde als allgemeines Konzept
f�r das Design schaltbarer DNA-Strukturen verwendet. Ab-
bildung 9 A veranschaulicht dies anhand eines Systems, das
aus der C-reichen Sequenz 21 und einer teilweise komple-
ment�ren Sequenz 22 besteht.[26] Die 5’- und 3’-Enden von
Strang 21 wurden mit einem Fluorophor (F = Rhodamingr�n,
RhG) bzw. einem Quencher (Q = Dabcyl, Dab) funktionali-
siert. Bei saurem pH (pH 5.0) wird das i-Motiv des Stranges
21 stabilisiert, worin das Fluorophor/Quencher-Paar eng be-
nachbart ist und daher eine effektive Fluoreszenzlçschung
ermçglicht. Neutralisieren des Systems lçste das i-Motiv auf
und stimulierte die Bildung des Duplexes aus den Nuklein-

Abbildung 7. A) Elektrochemische Transduktion schaltbarer Hg2+-Ion/
Cystein-gesteuerter �berg�nge zwischen einer Random-Coil- und einer
Hg2+-�berbr�ckten Haarnadelstruktur, die an eine Elektrode gebunden
sind. Der r�umliche Abstand zwischen dem an den verschiedenen
DNA-Strukturen gebundenen Redoxmarker Ferrocen (Fc) und der Elek-
trode bestimmt die voltammetrischen Antworten des Redoxmarkers
Fc. B) Zyklische voltammetrische Signale a) in Gegenwart der Random-
Coil-Struktur und b) der durch Hg2+-Ionen �berbr�ckten Haarnadel-
struktur. Mit Genehmigung aus Lit. [21]. Copyright 2009 Royal Society
of Chemistry.
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s�uren 21 und 22. Die r�umliche Trennung von Fluorophor
und Quencher f�hrte nun zu einer verst�rkten Fluoreszenz
des Fluorophors. Die Durchf�hrung reversibler pH-Zyklen
mit pH 5.0 und pH 8.0 f�hrte zur die zyklisch schaltbaren
Bildung von i-Motiven und DNA-Duplexen, die �ber die
Fluoreszenzintenstit�t des Fluorophors beobachtet wurde
(Abbildung 9B).

Der pH-gesteuerte �bergang eines Nukleins�ure-Dop-
pelstrangs zum i-Motiv wurde eingesetzt, um eine schaltbare
Nanofeder zu entwickeln (Abbildung 10A).[27] Der DNA-
Ring a wurde separat durch die Nukleins�uren 23 oder 24
vernetzt, um die Doppelring-Untereinheiten I bzw. II zu
bilden. Daraufhin wurde der an beiden Enden mit einem
Fluorophor/Quencher-Paar modifizierte Strang 25 verwen-
det, um die Untereinheiten I und II durch zwei zu Ring
a komplement�ren Hybridisierungsdom�nen zu �berbr�-
cken, wodurch oligomere Ketten aus den alternierenden
Untereinheiten I und II, verbunden durch Strang 25 ent-
standen. Alle Br�ckenstr�nge 23, 24 und 25 bestehen aus G-
reichen Sequenzen, die bei pH 6.0 G-Quadruplexe bilden
kçnnen. Die Br�ckenstr�nge wurden mit dem C-reichen
Komplement�rstrang 26 hybridisiert, um die versteifte, ge-

streckte Federstruktur zu erhalten (Zustand I). Bei pH 6.0
wurde der C-reiche Strang 26 von den Duplexstrukturen
freigesetzt und in Form des i-Motivs stabilisiert, w�hrend die
Br�ckeneinheiten die verdichteten G-Quadruplex-Struktu-
ren einnahmen und die komprimierte Federstruktur (Zustand
II) lieferten. Durch den zyklischen Wechsel zwischen saurem
(pH 6.0) und neutralem (pH 8.0) Milieu wurde das System
reversibel zwischen gestauchten und gestreckten Feder-
strukturen umgeschaltet. Die �berg�nge wurden mithilfe von
Rasterkraftmikroskopie (AFM) und Fluoreszenzmessungen
beobachtet. Abbildung 10B zeigt die zyklischen Ver�nde-
rungen der Fluoreszenzintensit�t w�hrend der pH-gesteuer-
ten �berg�nge des Systems zwischen der gestreckten (Zu-
stand I) und gestauchten (Zustand II) Federstruktur. Die
zyklischen, pH-vermittelten �berg�nge des Nanofedersys-
tems zwischen den gestreckten und gestauchten Zust�nden
wurden ferner genutzt, um die Aggregation/Desaggregation
von Au-Nanopartikel(Au-NP)-Ketten zu steuern (Abbil-
dung 10C). Au-NPs wurden mit einer einzelnen Nukleins�ure
(26) funktionalisiert, die zu den Br�ckenstr�ngen 23, 24 und
25 komplement�r war. Die Hybridisierung der mit 26 modi-
fizierten Au-NP mit den Federuntereinheiten f�hrte bei

Abbildung 8. A) Hg2+-Ion/Cystein-gesteuerte, zyklisch schaltbare Umwandlung einer HRP-imitierenden H�min/G-Quadruplex-DNAzym-Struktur,
die aus den DNAzym-Untereinheiten 15 und 16 besteht, in eine katalytisch inaktive, Hg2+-stabilisierte Duplexstruktur. B) Untersuchung der �ber-
g�nge zwischen H�min/G-Quadruplex-DNAzym und Duplex �ber die H�min/G-Quadruplex-DNAzym-katalysierte Oxidation von Luminol durch
H2O2 und die Entstehung von Chemilumineszenz: a) Chemilumineszenzspektrum des H�min/G-Quadruplex-DNAzyms. b) Chemilumineszenz-
spektrum der Hg2+-Ionen-stabilisierten Duplexstruktur. Einschub: Zyklische Chemilumineszenzintensit�ten a) in Anwesenheit des H�min/G-Qua-
druplex-DNAzyms und b) der durch Hg2+-Ionen stabilisierten Duplexstruktur, erzeugt in Gegenwart von Cystein bzw. Hg2+-Ionen. Mit Genehmi-
gung aus Lit. [22]. Copyright 2013 American Chemical Society. C) Hg2+-getriebene Bildung und katalytische Aktivierung des Mg2+-abh�ngigen
DNAzyms, sowie das Ausschalten der katalytischen Funktionen des Systems durch Eliminierung der Hg2+-Ionen mit Lipons�ure-funktionalisierten
magnetischen Partikeln (MP). D) Schaltbare AN/AUS-Aktivierung des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms: a) Nach Zugabe von Hg2+-Ionen. b) Nach Eli-
minierung der Hg2+-Ionen mit Lipons�ure-modifizierten MPs. Mit Genehmigung aus Lit. [23]. Copyright 2010 Royal Society of Chemistry.
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pH 8.0 zu der gestreckten Au-NP-funktionalisierten Feder-
struktur, Zustand III (Abbildung 10C). Die transmissions-
elektronenmikroskopische (TEM) Analyse der resultieren-
den Au-NP-Ketten ergab einen Partikelabstand von etwa
10 nm, im Einklang mit den Abst�nden zwischen den Ringen
(Abbildung 10 D, Bild a). Ans�uern des Systems auf pH 6.0
f�hrte zur Abspaltung der mit 26 modifizierten Au-NPs und
zur Bildung der gestauchten Nanofederstruktur, Zustand IV.
Dieser �bergang wurde durch das TEM-Bild nachgewiesen,
das einzelne Au-NPs erkennen ließ (Abbildung 10 D, Bild b).
Anschließendes Neutralisieren des Systems auf pH 8.0 stellte
die mit Au-NP funktionalisierte, gestreckte Nanofederstruk-
tur wieder her, um Ketten mit Partikelabst�nden von etwa
10 nm zu bilden (Abbildung 10 D, Bild c).

Die pH-induzierten Strukturumwandlungen von DNA-
Duplexen zu i-Motiven wurden weiterhin angewendet, um
schaltbare DNAzym-Systeme zu entwickeln.[28, 29] Die C-
reiche Sequenz, die bei saurem pH-Wert das i-Motiv bildet,
kann bei neutralem pH mit einer G-reichen Sequenz hybri-
disieren, die eine G-Quadruplex-Struktur eingehen kann.
Solche G-Quadruplexe kçnnen H�min binden, um ein
Meerrettichperoxidase-imitierendes H�min/G-Quadruplex-
DNAzym zu bilden.[30] Folglich wurde die Haarnadelstruktur
27 so entworfen, dass sich in Dom�ne a die C-reiche Sequenz
und in Dom�ne b die teilweise komplement�re G-reiche Se-

quenz befindet (Abbildung 11A).[28] Die Hybridisierung
zwischen den Dom�nen a und b ergab bei neutralem pH die
energetisch stabilisierte Haarnadelstruktur, bei der die G-
reiche Sequenz in einer Struktur eingeschlossen war, die
keine G-Quadruplex-Konfiguration zuließ (Zustand I). Bei
pH 5.2 wurde die C-reiche Sequenz in Form des i-Motivs
stabilisiert, was zur Freilegung der G-reichen Sequenz und
deren Faltung in die katalytisch aktive H�min/G-Quadruplex-
DNAzym-Struktur f�hrte (Zustand II). Das resultierende
DNAzym katalysierte die H2O2-vermittelte Oxidation von
ABTS2� zum farbigen Produkt ABTSC� (lmax = 415 nm), das
ein Auslesesignal f�r den katalytischen Prozess lieferte. Bei
pH 7.0 wurde das i-Motiv von Zustand II aufgelçst, was den
Wiederaufbau der energetisch stabilisierten Haarnadelstruk-
tur von Zustand I zur Folge hatte, der die katalytischen
Funktionen fehlten. Der zyklische Vorgang aus der �ffnung
der Haarnadelstruktur in Zustand I bei pH 5.2 und der um-
gekehrten Wiederschließung der Haarnadelstruktur aus Zu-
stand II bei neutralen Bedingungen (pH 7.0) ging einher mit
dem reversiblen Wechsel zwischen „AN“ und „AUS“ der
katalytischen Funktionen des HRP-imitierenden H�min/G-
Quadruplex-DNAzyms (Abbildung 11B).

Die pH-gesteuerte Bildung und Auflçsung der i-Motiv-
Struktur wurde auch genutzt, um die katalytischen Funktio-
nen des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms reversibel an- und aus-
zuschalten (Abbildung 11C).[29] Die Nukleins�uren 28 und 29
wurden als funktionale Untereinheiten verwendet, um die
Aktivit�t des DNAzyms �ber den pH-Wert der Umgebung zu
kontrollieren. Die Dom�nen I und II von 28 bzw. 29 bein-
halten die Basensequenzen der Mg2+-abh�ngigen DNAzym-
Untereinheiten und die Dom�nen III und IV die zum Ribo-
nukleobase-haltigen Substrat 30 komplement�ren Sequen-
zen. Die entsprechenden Regionen V und VI in 28 und 29
bestehen aus C-reichen Dom�nen, die Untereinheiten der i-
Motiv-Struktur sind. Die Sequenzen der Dom�nen VII und
VIII in 28 und 29 enthalten nur drei komplement�re Basen-
paare. Bei neutralem pH sind die DNAzym-Untereinheiten
28 und 29 sowie das DNAzym-Substrat 30 voneinander ge-
trennt. Bei pH 5.8 wird das i-Motiv zwischen den Dom�nen V
und VI gebildet und die katalytische Kernschleifenstruktur
des DNAzyms durch die kooperative Hybridisierung der
Dom�nen VII/VIII und die i-Motiv-Nanostrukturen stabili-
siert. Dies ermçglicht die Bindung von Substrat 30 an die
supramolekulare DNAzym-Nanostruktur. In Anwesenheit
von Mg2+-Ionen wird das DNAzym aktiviert, das DNAzym-
Substrat zu spalten. Da das Substrat mit einem Fluorophor/
Quencher(F/Q)-Paar funktionalisiert ist, f�hrt seine kataly-
tische Spaltung zu einer fragmentierten, mit einem Fluoro-
phor funktionalisierten Nukleins�ure, und die resultierende
Fluoreszenz liefert ein Auslesesignal f�r die DNAzym-Akti-
vit�t. Anschließendes Neutralisieren des Systems f�hrt zur
Auftrennung des i-Motivs und der Auflçsung des supramo-
lekularen DNAzym-Komplexes in die getrennten DNAzym-
Untereinheiten 28 und 29, gleichbedeutend mit der Ab-
schaltung der DNAzym-Funktionen des Systems. Durch
einen zyklischen Wechsel des pH-Wertes zwischen 5.8 und 7.2
werden die katalytischen Funktionen des DNAzym-Systems
reversibel zwischen „AN“- bzw. „AUS“-Zust�nden umge-
schaltet (Abbildung 11D).

Abbildung 9. A) pH-gesteuerte �berg�nge zwischen i-Motiv- und Du-
plexstrukturen. Die strukturellen �berg�nge wurden anhand der Fluo-
reszenzintensit�ten eines Fluorophors in Gegenwart einer Quencher-
Einheit verfolgt. B) Zyklische �nderungen der Fluoreszenzintensit�t
des Fluorophors, erzeugt von der i-Motiv-Struktur (pH 5.0, geringe In-
tensit�t) und der rekonfigurierten Duplexstruktur (pH 8.0, hohe Inten-
sit�t). Mit Genehmigung aus Lit. [26]. Copyright 2003 Wiley-VCH.
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Die pH-gesteuerten �berg�nge zwischen i-Motiven und
Random-Coil-Str�ngen wurden auch angewendet, um die
Aggregation von Au-NPs zu kontrollieren.[31] W�hrend ein-
zelne Au-NPs eine lokalisierte plasmonische Anregungsban-

de (l� 530 nm) aufweisen, f�hrt die Aggregation von Au-
NPs zu einer breiten interpartikul�ren Anregung gekoppelter
Plasmonen (l> 560 nm) und einem Farb�bergang von Violett
(einzelne NPs) zu Blau (aggregierte NPs). Solche Aggrega-

Abbildung 10. A) Synthese einer pH-gesteuerten DNA-Nanofeder und die zyklischen, pH-gesteuerten, schaltbaren �berg�nge der Feder zwischen
der gestreckten Konfiguration, Zustand I (pH 8.0), und der komprimierten Konfiguration, Zustand II (pH 6.0). Zur Untersuchung dieser �berg�n-
ge sind die Federeinheiten mit einem Fluorophor/Quencher-Paar markiert. Die gestreckte Konfiguration, Zustand I, generiert hohe Fluoreszenz-
intensit�ten, w�hrend die komprimierte Konfiguration, Zustand II, geringe Fluoreszenzintensit�ten aufweist. B) Fluoreszenzwechsel durch das pH-
gesteuerte zyklische Umschalten der DNA-Nanofeder zwischen Zustand I (pH 8.0, starke Fluoreszenz) und Zustand II (pH 6.0, geringe Fluores-
zenz). C) Funktionalisierung der DNA-Nanofeder mit Au-NPs mittels Nukleins�ure-funktionalisierten Au-NPs als Duplex-�berbr�ckende Einheiten
der gestreckten Nanofeder-Konfiguration. Ans�uern dieses Systems liefert die komprimierte G-Quadruplex-Nanofeder und die abgetrennten indivi-
duellen i-Motiv-funktionalisierten Au-NPs. D) TEM-Bilder und die entsprechenden Histogramme der interpartikul�ren Abst�nde a) der Au-NP-mo-
difizierten, gestreckten Nanofeder bei pH 8.0, b) der nach Behandlung des Systems aus (a) bei pH 6.0 entstandenen Au-NPs sowie c) der Au-NP-
Anordnungen, die durch Behandlung des Systems aus (b) bei pH 8.0 und Regeneration der gestreckten, Au-NP-modifizierten Nanofeder gebildet
wurden. Mit Genehmigung aus Lit. [27]. Copyright 2010 Wiley-VCH.
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tionsph�nomene von Au-NPs wurden ausgiebig genutzt, um
verschiedene Sensoren und Biosensoren zu entwickeln.[32]

Abbildung 12 A stellt schematisch die pH-gesteuerte Aggre-
gation von Au-NPs dar. Zwei Au-NP-Typen, I und II, wurden
angefertigt, wobei Typ-I-Partikel mit der C-reichen Nuklein-
s�ure 31 funktionalisiert und Typ-II-Partikel mit der zu
Strang 31 komplement�ren Nukleins�ure 32 modifiziert
wurden. Bei neutralem pH-Wert lieferte die Hybridisierung
von 31 und 32 die aggregierten Au-NPs. Dagegen bildet der
Strang 31 bei pH 5.0 das stabile i-Motiv, das eine Aggregation
der Au-NPs verhindert. Setzt man die Aggregate einem
sauren Milieu (pH 5.0) aus, so f�hrt dies zur Trennung der
Aggregate infolge der Stabilisierung der einzelnen, durch i-
Motiv-DNA gesch�tzten NPs. Durch abwechselndes Neu-
tralisieren und Ans�uern wird die Aggregation der Au-NPs
reversibel zwischen den „AN“- und „Aus“-Zust�nden ge-
schaltet (Abbildung 12B).

Der pH-gesteuerte Wechsel von DNA-Strukturen zwi-
schen zwei Zust�nden wurde auf Systeme ausgeweitet, die
mechanischen Maschinen nachempfunden sind. Zum Beispiel
zeigt Abbildung 13 A das pH-induzierte �ffnen und Schlie-

ßen von DNA-Pinzetten.[33] Das System besteht aus den
beiden „Armen“ 33 und 34, die �ber die Str�nge 35 und 36
verbunden sind. Die Sequenzen I und II innerhalb der
„Arme“ 33 und 34 beinhalten C-reiche Dom�nen, die bei
pH 5.2 i-Motive bilden kçnnen. Der Br�ckenstrang 35 wurde
an den 3’- und 5’-Enden mit einem Fluorophor/Quencher-
Paar modifiziert, um den mechanischen Betrieb der DNA-
Anordnung anzuzeigen. Bei pH 7.2 �berbr�cken die Verbin-
dungsstr�nge 35 und 36 die „Arme“ 33 und 34, um die ge-
schlossene Struktur der Pinzette zu bilden (Zustand A). Die
enge Nachbarschaft zwischen Fluorophor und Quencher
f�hrt zu einer effektiven Lçschung des Fluorophors (Abbil-
dung 13B, Kurve a). Ans�uern des Systems bewirkt den
�bergang der Dom�nen I und II der „Arme“ in i-Motive.
Dies f�hrt zur Freisetzung der Br�ckeneinheit 36 und zur
�ffnung der Pinzette (Zustand B). Die r�umliche Trennung
zwischen Fluorophor- und Quencher-Einheit im offenen Zu-
stand der Pinzette bedingt eine weniger effektive Lçschung
und eine st�rkere Fluoreszenz des Fluorophors (Abbil-
dung 13B, Kurve b). Neutralisieren des Systems lçst das i-
Motiv auf, was die erneute Bindung des Br�ckenstrangs 36 an

Abbildung 11. A) Zyklische pH-gesteuerte, schaltbare �berg�nge einer funktionalen Haarnadelstruktur, Zustand I, in ein i-Motiv-H�min/G-Quadru-
plex-Konjugat, Zustand II, und umgekehrt. Die �berg�nge werden �ber die „AN“- und „AUS“-Aktivit�ten des H�min/G-Quadruplex-DNAzyms in
den Zust�nden II bzw. I nachverfolgt. B) Absorptions�nderungen bei der H+-induzierten Bildung des i-Motiv-H�min/G-Quadruplex-DNAzym-Kon-
jugats, Zustand II, das im „AN“-Zustand die H2O2-vermittelte Oxidation von ABTS2� zu ABTSC� katalysiert, und der OH�-induzierten Bildung des
„AUS“-Zustandes, Zustand I. Einschub: Zyklische Absorptions�nderungen durch Umschalten des Systems zwischen Zustand I bzw. II. Mit Geneh-
migung aus Lit. [28]. Copyright 2011 Royal Society of Chemistry. C) Zyklisch schaltbare, pH-gesteuerte Anordnung und Auflçsung des Mg2+-ab-
h�ngigen DNAzyms mithilfe eines i-Motivs als Br�ckeneinheit. Das i-Motiv stabilisiert die DNAzym-Untereinheiten 28 und 29 kooperativ in der
katalytisch aktiven DNAzym-Struktur. Die Aktivit�t des DNAzyms wird durch Fragmentierung des Fluorophor/Quencher-modifizierten Substrats
und der darauf folgenden Erzeugung von Fluoreszenz beobachtet. D) Fluoreszenz�nderungen nach der schaltbaren Aktivierung (H+) und Spal-
tung (OH�) des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms. Einschub: Schaltbare Fluoreszenz�nderungen nach der pH-gesteuerten „AN/AUS“-Aktivierung des
DNAzyms. Mit Genehmigung aus Lit. [29]. Copyright 2010 Royal Society of Chemistry.
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die „Arme“ 33 und 34 und die Schließung der Pinzette nach
sich zieht. Durch den Wechsel des molekularen DNA-Sys-
tems zwischen pH 5.2 und pH 7.2 pendelte die Pinzette zwi-
schen offenen bzw. geschlossenen Zust�nden (Abbil-
dung 13B, Einschub). Ein �hnlicher Ansatz wurde zur pH-
induzierten Rekonfiguration einer dreieckigen DNA-Nano-
struktur verfolgt (Abbildung 13 C).[34] Das System bestand
aus einem zweiarmigen Nukleins�ure-„Rahmen“ 37 und
einem geschlossenen Schleifentemplat 38 mit den zum
Rahmen komplement�ren Dom�nen III und IV sowie einer
dritten, zum Hilfsstrang 39 komplement�ren C-reichen
Dom�ne V. Unter neutralen Bedingungen ist der DNA-Ver-
band zu einem DNA-Dreieck gespannt (Zustand C). Die 3’-
und 5’-Enden des Rahmenstrangs 37 wurden so mit einem
Fluorophor/Quencher-Paar markiert, dass die r�umliche
Trennung des Paares durch die Dreiecksstruktur eine ineffi-
ziente Lçschung der Fluorophors und ein starkes Fluores-
zenzsignal ergab. Da die Dom�ne V des Templats 38 C-reich
ist, wird durch Ans�uern des Systems die i-Motiv-Struktur
stabilisiert, Strang 39 freigesetzt und die DNA-Nanostruktur
(Zustand D) aufgebaut. Die N�he zwischen Fluorophor- und
Quencher-Einheit in Zustand D ergab eine wirksame Fluo-

reszenzlçschung. Neutralisieren des Systems lçste das i-Motiv
auf, was wieder zur Bindung des Hilfsstrangs 39 an die
Dom�ne V auf Strang 38 und der Bildung der gestreckten
dreieckigen DNA-Nanostruktur (Zustand C) f�hrte. Durch
abwechselndes Ans�uern und Neutralisieren des Systems
wurde das DNA-Ger�st zwischen den Zust�nden D und C
umgeschaltet und die mechanischen Vorg�nge der Maschine
mittels schwacher und starker Fluoreszenzsignale nachver-
folgt (Abbildung 13D). Auch verkettete DNA-Ringe (Cate-
nane) wurden durch pH-induzierte Bildung/Auflçsung einer
i-Motiv-Struktur reversibel umgeschaltet.[35] Unter Verwen-
dung eines oszillierenden pH-Systems, das pH-�nderungen
zwischen 5.2 und 6.9 ausf�hrte, wurde die autonome Oszil-
lation der verkn�pften Catenane zwischen zwei Zust�nden
(ein „DNA-Pendel“) demonstriert.[35] Auch wurden reversi-
ble pH-induzierte Walker auf DNA-Ger�sten beschrieben,
die �ber Bildung oder Auflçsung von i-Motiven gesteuert
werden.[36]

pH-induzierte �berg�nge zwischen Random-Coil- und i-
Motiv-Strukturen wurden auch auf Oberfl�chen, vor allem
auf leitenden Oberfl�chen (Elektroden) untersucht. Die
strukturellen �berg�nge f�hrten zur Etablierung von elek-
trischen oder photoelektrochemischen, DNA-basierten
Schaltern und zur Kontrolle des Elektronentransfers an
Elektrodenoberfl�chen. Abbildung 14 A zeigt die schemati-
sche Funktionsweise eines pH-gesteuerten elektrochemi-
schen Schalters.[37] Die thiolierte Nukleins�ure 40 wurde auf
einer Elektrodenoberfl�che angeordnet und mit der teilweise
dazu komplement�ren, Ferrocen-markierten Nukleins�ure 41
hybridisiert. Die beiden Str�nge enthalten die nicht-komple-
ment�ren, C-reichen Dom�nen I und II. Der resultierende
versteifte Hybrid-Duplex 40/41, der bei pH 8.0 vorliegt, ver-
ursacht eine r�umliche Trennung des Redoxmarkers Ferrocen
von der Elektrodenoberfl�che, woraus ein schwacher Elek-
tronenaustausch mit der Elektrode und ein schwaches volt-
ammetrisches Signal resultieren (Abbildung 14B, Kurve a).
Ans�uern der Elektrolytlçsung auf pH 5.8 veranlasst die
Umlagerung der Duplexstruktur zu einem i-Motiv, in dem
sich der Redoxmarker Ferrocen in enger N�he zur Elektro-
denoberfl�che befindet. Dies f�hrt zu einem effektiven
elektrischen Kontakt zwischen dem Redoxmarker und der
Elektrode, was sich in einem starken voltammetrischen Signal
widerspiegelt (Abbildung 14B, Kurve b). Durch die periodi-
sche �nderung des pH-Werts in der Elektrolytlçsung zwi-
schen pH 8.0 und pH 5.8 wurden die voltammetrischen Si-
gnale des Systems zwischen geringen und hohen Werten ge-
schaltet (Abbildung 14 B, Einschub). Die pH-induzierte
Kontrolle der voltammetrischen Signale einer Elektroden-
assoziierten, Ferrocen-markierten DNA, die schaltbare
�berg�nge von Random-Coil- zu i-Motiv-Strukturen er-
mçglicht, wurde auch zur Entwicklung elektrochemischer
pH-Sensoren angewendet.[38]

Ein �hnlicher Ansatz wurde genutzt, um einen DNA-ba-
sierten photoelektrochemischen Schalter zu entwickeln
(Abbildung 14 C).[39] Eine 5’-thiolierte Nukleins�ure 42, be-
stehend aus einer C-reichen Sequenz, wurde auf eine Au-
Elektrode aufgebracht und am 3’-Ende mit CdSe/ZnS-
Quantenpunkten (QDs) modifiziert. Bei saurem pH (pH 5.0)
faltete sich die Nukleins�ure 42 in ein i-Motiv, wodurch die

Abbildung 12. A) Zyklisch schaltbare, pH-gesteuerte Aggregation und
Desaggregation von Au-NPs. B) Absorptionspektren der getrennten
Au-NPs (unter sauren Bedingungen) und der aggregierten Au-NPs (ba-
sische Bedingungen). Mit Genehmigung aus Lit. [31]. Copyright 2007
Royal Society of Chemistry.
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QDs und die Elektrodenoberfl�che eng benachbart waren.
Dies f�hrte zur Entstehung eines starken Photostroms. Der
Photostrom wurde der Injektion photoangeregter Leitungs-
bandelektronen an die Elektrode und der nachfolgenden
Oxidation von Wasser zu O2 durch die Valenzbandlçcher
zugeschrieben. Nach Neutralisieren des Systems und Zugabe
des Hilfsstrangs 43, der zu 42 komplement�r ist, lçste sich das
i-Motiv auf und bildete den versteiften QD-funktionalisierten
Doppelstrang. Dies f�hrte zur r�umlichen Trennung der QDs
von der Elektrode und folglich zu einem ineffizienten Elek-
tronentransfer aus dem Leitungsband in die Elektrode und
zur Blockade des Photostroms. Diese modifizierten Elektro-
den lieferten bei zyklischen pH-�nderungen zwischen 5.0
und 8.0 an- und ausschaltbare Photostrçme (Abbil-
dung 14D).

Die interfacialen Elektronentransfereigenschaften der C-
reichen, mit einer DNA-Monoschicht modifizierten Elek-
troden wurden durch pH-gesteuerte �berg�nge zwischen
Random-Coil- und i-Motiv-Konfigurationen geschaltet (Ab-
bildung 15 A).[40] Eine thiolierte Nukleins�ure 44, bestehend
aus einer C-reichen Sequenz, wurde an eine Au-Elektrode
angeheftet. Die mit der Random-Coil-DNA-Monoschicht

verbundene negative Ladung
stieß negativ geladene, in der
Elektrolytlçsung gelçste Re-
doxmarker (z.B. [Fe(CN)6]

3�/

4�) ab, wodurch der interf-
aciale Elektronentransferwi-
derstand anstieg (Abbil-
dung 15 B, Kurve a). Die pH-
gesteuerte Bildung der i-
Motiv-Struktur zwischen
protonierten Cytosin-Basen
verringerte die mit der Elek-
trode assoziierte, negative
Ladung, womit der Elektro-
nentransferwiderstand redu-
ziert wurde (Abbildung 15 B,
Kurve b). Die entsprechen-
den interfacialen Elektro-
nentransferwiderst�nde
wurden mittels Faradayscher
Impedanz-Spektroskopie ge-
messen. Die mit einer
Random-Coil-Monoschicht
modifizierte Elektrode zeigte
einen hohen interfacialen
Elektronentransferwider-
stand (Ret = 500 W), w�hrend
die mit der i-Motiv-Mono-
schicht funktionalisierte
Elektrode einen geringeren
Elektronentransferwider-
stand aufwies (Ret = 300 W).
Durch zyklische pH-�nde-
rung der Elektrolytlçsung
zwischen den Werten 5.8 und
7.0 wurden die Elektronen-
transferwiderst�nde zwi-

schen niedrigen und hohen Werten umgeschaltet (Abbil-
dung 15C).

Die pH-abh�ngige Steuerung der Fluoreszenzeigen-
schaften einer Fluorophor-modifizierten i-Motiv-Mono-
schicht auf einer Elektrode wurde durch den reversiblen, pH-
induzierten �bergang von i-Motiv zu Duplex-DNA demon-
striert (Abbildung 15D).[41] In der Fluorophor-modifizierten
i-Motiv-Monoschicht 45 wird der Fluorophor aufgrund der
N�he zur metallischen Oberfl�che effektiv gelçscht. Neutra-
lisieren des Systems und Anwesenheit des zu 45 komple-
ment�ren Hilfsstrangs 46 f�hrte zur Dissoziation der i-Motiv-
Struktur und der Hybridisierung der Nukleins�uren 45 und
46. Die Versteifung des Fluorophor-gebundenen Strangs
durch Bildung der 45/46-Duplexstruktur und die r�umliche
Trennung des Fluorophors von der Oberfl�che resultieren in
einer ineffizienten Lçschung des Fluorophors und Auslçsung
von Fluoreszenz. Durch zyklische pH-�nderungen zwischen
pH 5.2 und pH 7.2 wurde das System zwischen i-Motiv- (ge-
ringe Fluoreszenz) und Duplex-Strukturen (starke Fluores-
zenz) umgeschaltet. Die autonomen, oszillatorischen �ber-
g�nge zwischen Random-Coil- und i-Motiv-Strukturen auf
Oberfl�chen mithilfe eines oszillatorischen pH-Systems

Abbildung 13. A) pH-gesteuerte, zyklisch schaltbare �ffnung und Schließung einer DNA-Pinzette. Die me-
chanische Funktion des Systems wird mittels Markierung der Pinzetten-Br�ckeneinheit mit einem Fluoro-
phor/Quencher-Paar verfolgt (offene Pinzette: starke Fluoreszenzintensit�t, geschlossene Pinzette: niedrige
Fluoreszenzintensit�t). B) Fluoreszenzspektren von a) der geschlossenen Pinzette und b) der offenen Pinzet-
te. Einschub: Zyklische �nderungen der Fluoreszenzintensit�t als Reaktion auf das Umschalten der Pinzette
zwischen geschlossenem (a) und offenem Zustand (b). Mit Genehmigung aus Lit. [33]. Copyright 2009 Ame-
rican Chemical Society. C) pH-gesteuerte, zyklisch schaltbare Rekonfiguration einer DNA-Dreiecksstruktur.
Das System wechselt hierbei zwischen einer gestreckten Struktur und einer i-Motiv-gest�tzten, komprimier-
ten Struktur. Die �berg�nge werden durch Beobachtung der Fluoreszenzeigenschaften des mit einem Fluo-
rophor/Quencher-Paar funktionalisierten Systems detektiert. D) Fluoreszenzspektren von a) der gestreckten
Struktur und b) der komprimierten Struktur. Einschub: Schaltbare �nderungen der Fluoreszenzintensit�t
durch reversible, pH-gesteuerte Umwandlung der gestreckten Struktur (starke Fluoreszenz) in die kompri-
mierte, i-Motiv-bedingte Struktur (geringe Fluoreszenz) und zur�ck. Mit Genehmigung aus Lit. [34]. Copy-
right 2009 Royal Society of Chemistry.
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wurden auch mittels Fluoreszenzspektroskopie beobachtet
(Abbildung 15 E).[42] Eine Au-Oberfl�che wurde mit einer 5’-
thiolierten Nukleins�ure 47 modifiziert, die am 3’-Ende mit
einem Fluorophor (F = Rhodamingr�n) funktionalisiert war.
In der Random-Coil-Konfiguration bei pH 7.0 war der Fluo-
rophor r�umlich von der Au-Oberfl�che getrennt, was zur
ineffizienten Lçschung des Fluorophors f�hrte (Abbil-
dung 15F, Kurve a). Dagegen faltete sich die Monoschicht
von 47 bei pH 5.5 in ein i-Motiv mit engem Kontakt zwischen
Fluorophor und Au-Oberfl�che. Dies resultiert in einer ef-
fektiven Lçschung des Fluorophors (Abbildung 15F,
Kurve b). Die Fluorophor-markierte, mit einer DNA-Mono-
schicht modifizierte Au-Oberfl�che wurde einem chemischen
oszillierenden pH-System, bestehend aus NaIO3/Na2SO3/
Na2S2O3/H2SO4, ausgesetzt. Die entstehenden pH-Oszilla-
tionen des Systems zwischen den Werten 5.5 und 6.2 f�hrten
zum zyklischen Wechsel der Monoschicht von 47 zwischen
i-Motiv- und Random-Coil-Konfigurationen und lieferten
�berlappende, oszillierende Fluoreszenzsignale zwischen
niedrigen (pH 5.5) und hohen (pH 6.3) Werten (Abbil-

dung 15G). Analog wurden pH-getriebene, oszillierende
�berg�nge zwischen einer i-Motiv-Struktur und einer
Random-Coil-Konfiguration durch Fluoreszenzspektrosko-
pie in Lçsung abgebildet.[43]

2.3. Lichtgesteuerte DNA-Schalter

Die Wechselwirkung photoisomerisierbarer Verbindun-
gen mit Duplex-DNA kçnnte mithilfe von Licht die Stabilit�t
der resultierenden doppelstr�ngigen DNA-Strukturen kon-
trollieren. Insbesondere bei photoisomerisierbaren Azoben-
zolverbindungen beobachtete man Interaktionen mit DNA.
Azobenzolverbindungen durchlaufen eine trans-cis-Photo-
isomerisierung (bei UV-Bestrahlung) und umgekehrt eine cis-
trans-Photoisomerisierung (bei Bestrahlung mit sichtbarem
Licht). Es wurde nachgewiesen, dass trans-Azobenzol-Ein-
heiten durch p-p-Wechselwirkungen in Duplex-DNA-Struk-
turen interkalieren. Dieser Prozess f�hrt zur kooperativen
Stabilisierung der Duplexstrukturen. cis-Azobenzol dagegen

Abbildung 14. A) Elektrochemische Transduktionen der pH-gesteuerten, zyklisch schaltbaren Rekonfiguration einer redoxmarkierten DNA-Struktur
auf einer Elektrodenoberfl�che. Die Rekonfiguration verl�uft zwischen einer Ferrocen-markierten schleifenhaltigen Duplexstruktur (pH 8.0) und
einer Ferrocen-markierten i-Motiv-Struktur (pH 5.8). B) Voltammetrische Signale der Ferrocen-markierten DNA-Nanostrukturen: a) in der Schleife-
Duplex-Konfiguration, b) in der i-Motiv-Konfiguration. Einschub: CV-Signale nach pH-Wechsel der modifizierten Elektrode zwischen a) der Schlei-
fe-Duplex-Struktur und b) der i-Motiv-Struktur. Mit Genehmigung aus Lit. [37]. Copyright 2012, Elsevier. C) Photoelektrochemische Transduktionen
der pH-gesteuerten �berg�nge zwischen i-Motiv-funktionalisierten CdS-NPs und mit Duplex-DNA modifizierten CdS-NPs. Die i-Motiv-funktionali-
sierten CdS-NPs (pH 5.0), die die Elektrode modifizieren, liefern aufgrund des geringen Abstands zwischen den NPs und der Elektrode einen
starken Photostrom. Die Auflçsung der i-Motiv-Struktur (pH 8.0) und die Versteifung der separierten Str�nge durch den 42/43-Duplex trennt die
CdS-NP r�umlich von der Elektrode und unterbindet dadurch den Photostrom. D) Zyklisch pH-induzierte Photostrçme nach reversiblen �berg�n-
gen zwischen den i-Motiv-CdS-NPs (pH 5.0) und den Duplex-DNA-Cd-NPs (pH 8.0). Mit Genehmigung aus Lit. [39]. Copyright 2009 Royal Society
of Chemistry.
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hat keine Affinit�t zur Duplex-DNA und stabilisiert somit die
Nukleins�ure-Duplex-Strukturen nicht.[44,45] Diese grundle-
genden Wechselwirkungen zwischen den photoisomerisier-
baren Azobenzolverbindungen und doppelstr�ngigen Nu-
kleins�uren wurde verwendet, um zyklisch lichtgesteuerte
DNA-Schalter zu entwickeln, die reversible �berg�nge von
Duplex- in Random-Coil-Strukturen eingehen (Abbil-
dung 16A).[46] Die Nukleins�ure 48 wird in der Haarnadel-
struktur durch kooperative Wechselwirkungen, bestehend aus
Basenpaarungen und den interkalierten trans-Azobenzol-
Chromophoren, stabilisiert. Nach Modifizierung der Haar-
nadelstruktur an den 5’- und 3’-Enden mit einem Fluorophor/
Quencher-Paar, erfolgt die effiziente Lçschung des Fluoro-
phors und somit geringe Fluoreszenz, Zustand I. Die UV-

induzierte Photoisomerisierung von trans-Azobenzol zu cis-
Azobenzol resultiert in einer mangelnden Affinit�t der
Chromophore zur Stammregion der Haarnadel. Dies verur-
sacht die Auflçsung der Haarnadel in eine Random-Coil-
Struktur mit starker Fluoreszenz, Zustand II. Die umge-
kehrte, durch sichtbares Licht induzierte Photoisomerisie-
rung der cis-Azobenzol-Einheiten zu trans-Azobenzol-Ver-
bindungen regeneriert die trans-Azobenzol-stabilisierte
Haarnadelstruktur mit geringer Fluoreszenz, Zustand I.
Durch die zyklische Photoisomerisierung der Azobenzolein-
heiten zwischen den trans- und cis-Zust�nden wechselte die
Nukleins�ure reversibel zwischen der Haarnadelstruktur
(Zustand I) mit geringer Fluoreszenz und der Random-Coil-
Konfiguration (Zustand II) mit hoher Fluoreszenz (Abbil-

Abbildung 15. A) Steuerung der Elektronentransferwiderst�nde an der Grenzfl�che zu einer Au-Elektrode durch pH-induzierte �berg�nge zwischen
einer Random-Coil-Nukleins�ure (pH 7.0) und einer i-Motiv-Struktur (pH 5.8). Die interfacialen Elektronentransferwiderst�nde wurden durch Im-
pedanzspektroskopie mit [Fe(CN)6]

3�/4� als Redoxsensor gemessen. B) Impedanzspektren von a) der Random-Coil-DNA-modifizierten Elektrode
(pH 7.0) und b) der i-Motiv-modifizierten Elektrode (pH 5.8). C) Periodische interfaciale Elektronentransferwiderst�nde durch reversibles Umschal-
ten der einschichtig mit DNA modifizierten Elektrode zwischen a) Random-Coil- und b) i-Motiv-Nanostrukturen. Mit Genehmigung aus Lit. [40].
Copyright 2013 Royal Society of Chemistry. D) Fluoreszenzuntersuchung der zyklisch schaltbaren �berg�nge zwischen einer i-Motiv-DNA-Struktur
und einer versteiften Duplexstruktur, angelagert an eine Au-Oberfl�che. E) Fluoreszenzuntersuchung der �berg�nge von Random-Coil zu i-Motiv
mithilfe einer an eine Au-Oberfl�che angelagerten, Fluorophor-modifizierten DNA-Monoschicht. F) Fluoreszenzspektren von a) der Random-Coil-
Konfiguration und b) der i-Motiv-Konfiguration. G) Autonome Fluoreszenz�nderungen nach Einbringen des in (E) gezeigten Systems in ein oszil-
lierendes pH-System. Mit Genehmigung aus Lit. [42]. Copyright 2006 Wiley-VCH.
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dung 16B). Die Auswirkung photoisomerisierbarer Azoben-
zoleinheiten auf die Stabilit�t von Duplex-DNA-Strukturen
wurde in mehreren Studien mittels Schmelztemperaturmes-
sungen und CD-Spektren der DNA-Strukturen in Gegenwart
der verschiedenen Photoisomere untersucht.[45]

Programmierte, photoisomerisierbare Azobenzolmole-
k�le kçnnen mit sequenzspezifischen Dom�nen von Duplex-
DNA-Strukturen interagieren und dadurch die Stabilit�t der
resultierenden Duplexe kontrollieren.[47] Beispielsweise
wurde beobachtet, dass zwei Str�nge mit 5’-CGG-3’/3’-GGC-
5’-Mismatch-Sequenzen selektiv cis-Bisnaphthyridincarb-
amatazobenzol (cis-NADA, 49a) binden, und zwar durch
Bildung von Wasserstoffbr�cken zu den nicht komplemen-
t�ren Guanosin(G)-Einheiten auf den gegen�berliegenden
Seiten der beiden Nukleins�urestr�nge (Abbildung 16 C).[48]

Ebenso enthielten die beiden DNA-Str�nge 50 und 51 das
Pyren-Chromophor (X) als internen Wandler und sequenz-
spezifische Dom�nen zur Bindung von cis-NADA (49 a). In
Gegenwart von 49 a erfolgte eine kooperative Stabilisierung
des DNA-Duplex 50/51, wodurch ketten�bergreifend das

Pyren-Excimer (lem = 520 nm), Zustand III, gebildet wurde.
Die durch sichtbares Licht ausgelçste Photoisomerisierung
von cis-NADA (49a) zum trans-Isomer (trans-NADA, 49b)
verringerte die Affinit�t zwischen 49 b und den Nukleins�u-
restr�ngen, was zu ihrer Trennung f�hrte, Zustand IV. Die
getrennten DNA-Str�nge 50 und 51 zeigten die charakteris-
tische Fluoreszenz von monomerem Pyren (lem = 430) (Ab-
bildung 16 D). Durch die zyklische Photoisomerisierung zwi-
schen den Zust�nden 49a und 49b wurde die reversibel
schaltbare Bildung der Duplexstruktur 50/51 (Zustand III)
bzw. der getrennten Str�nge 50 und 51 (Zustand IV) de-
monstriert (Abbildung 16 D, Einschub).

Die photoinduzierten �berg�nge von DNA-Nanostruk-
turen mithilfe photoisomerisierbarer Azobenzoleinheiten
wurden weiterhin genutzt, um G-reiche Telomerketten zwi-
schen G-Quadruplex- und Random-Coil-Konfigurationen
umzuschalten. Das Bispiperidinium-trans-Azobenzol (52 a)
zeigte eine hohe Bindungsaffinit�t zur G-reichen Telomer-
sequenz 53, wodurch die G-Quadruplex-Struktur stabilisiert
wurde. Dem durch UV-Licht photoisomerisierten cis-Bis-

Abbildung 16. A) Photoinduzierte zyklisch schaltbare �berg�nge zwischen einer Haarnadelstruktur, Zustand I, und einer Random-Coil-Konfigurati-
on, Zustand II, vermittelt durch photoisomerisierbare Azobenzol-Einheiten. B) Fluoreszenz�nderungen w�hrend der zyklisch schaltbaren �berg�n-
ge zwischen Zustand I und II. Mit Genehmigung aus Lit. [46]. Copyright 2009 American Chemical Society. C) Photoinduzierte �berg�nge von
Duplex- zu Einzelstrang-Strukturen �ber photoisomerisierbare Azobenzol-Interkalatoren (49). Die Exciplex/Monomer-Emissionen von Pyren-Mar-
kierungen, die an die Str�nge gebunden sind, folgen den zyklischen �berg�ngen zwischen den Zust�nden III und IV. D) Emissionsspektren der
Pyren-Markierungen in a) Zustand III und b) Zustand IV. Einschub: Zyklische Fluoreszenz�nderungen bei l = 430 nm (blau) und l = 520 nm (rot)
w�hrend das System zwischen den Zust�nden III und IV geschaltet wird. Mit Genehmigung aus Lit. [48]. Copyright 2009 Wiley-VCH.
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piperidinium-Isomer 52 b fehlte die Bindungsaffinit�t zur
Nukleins�ure 53, und seine Trennung von den Telomerketten
destabilisierte die G-Quadruplex-Nanostrukturen, was zu
einer einzelstr�ngigen Random-Coil-Konfiguration f�hrte
(Abbildung 17 A).[49] Durch zyklische Photoisomerisierung

der Azobenzolverbindung zwischen den trans- und cis-Iso-
meren wurde die Telomerkette 53 reversibel zwischen den G-
Quadruplex- und Random-Coil-Konfigurationen umgeschal-
tet. Die Struktur�berg�nge der Nukleins�ure wurden mittels
CD-Spektren verfolgt, worin die Bildung des G-Quadruplex
durch eine positive Bande bei l = 265 nm sichtbar wurde, die
nach Umwandlung in die Random-Coil-Struktur verschwand
(Abbildung 17 B).

Des Weiteren wurde die durch sichtbares Licht induzierte
Stabilisierung von Duplex-DNA durch trans-Azobenzole und
die anschließende Trennung des Duplexes durch die UV-
vermittelte Photoisomerisierung von trans-Azobenzol zu cis-
Azobenzol eingesetzt, um die Aggregation von Au-NPs zu
photoregulieren (Abbildung 18 A).[50] Es wurden zwei Arten
Nukleins�ure-funktionalisierter Au-NPs (Typ I und II) her-
gestellt, wobei Typ-I-Au-NPs mit Nukleins�ure 54 modifiziert

wurden, die photoisomerisierbare trans-Azobenzol-Anh�nge
enthielten, w�hrend Typ-II-Au-NPs mit Nukleins�ure 55
funktionalisiert wurden, die partiell komplement�r zu Strang
54 ist. Die Vermischung der beiden NP-Typen f�hrte �ber die
kooperative Stabilisierung der Duplexe (54/55) durch trans-
Azobenzol zur Aggregation der NPs. UV-Bestrahlung der
aggregierten NPs photoisomerisierte die trans-Azobenzol-
Einheiten zu cis-Azobenzol, was die Auflçsung der Aggre-
gate bewirkte. Die zyklische Aggregation/Desaggregation der
NPs wurde mittels Absorptionsspektroskopie detektiert und
konnte auch visuell beobachtet werden (Abbildung 18 B).

Die Azobenzol-gesteuerte Bildung und Dissoziation von
Duplex-DNA-Strukturen wurde verwendet, um schaltbare
DNA-Strukturen auf Einzelmolek�lebene zu verfolgen.[51] Es
wurde ein DNA-Origami-Rahmen mit den �berh�ngenden
Verankerungsmçglichkeiten a, b, c und d hergestellt und diese
mit den Duplex-DNA-Str�ngen L1 und L2, die die passenden
Gegenst�cke a’, b’ bzw. c’, d’ enthielten, verbr�ckt. Die Du-
plexstrukturen L1 und L2 beinhalteten die beiden Ger�ste x’
und y’, an die die Str�nge x1, x2, sowie y1 und y2 hybridisiert
wurden. Die Sequenzen x1 und y1 enthielten die �berh�n-
genden Ketten e und f, die partiell komplement�r sind, und
hatten photoisomerisierbare Azobenzolchromophore ge-
bunden. In der cis-Azobenzol-Konfiguration war der Duplex
e/f energetisch instabil, und die Duplexstrukturen L1 und L2

interagierten nicht miteinander, was zu den steifen, die Stel-
len a und b bzw. c und d auf dem Origami-Rahmen verbr�-
ckenden Doppelstr�ngen L1 und L2 f�hrte (Abbildung 19A).
Die durch sichtbares Licht ausgelçste Photoisomerisierung
der cis-Azobenzol-Einheiten in die trans-Azobenzol-Konfi-
guration f�hrte zur kooperativen Stabilisierung des Duplexes
e/f, der die Doppelstr�nge L1 und L2 verbindet, und ergab eine
vernetzte Nanostruktur. Durch die reversible, UV-induzierte
Photoisomerisierung der trans-Azobenzol-Einheiten zu den
cis-Isomeren wurde die vernetzende Stelle zwischen den
Duplexen getrennt, was wieder die einzelnen, versteiften
Duplexen L1 und L2 lieferte. Die zyklischen �berg�nge der
getrennten Duplexe zu den vernetzten Duplexen und zur�ck
infolge der zyklischen Photoisomerisierung der cis-Azoben-
zol-modifizierten Duplexe in den trans-Azobenzol-Zustand
und zur�ck wurden durch AFM abgebildet (Abbildung 19B).
Ebenso wurden sechseckige Origami-Rahmen synthetisiert,
die an festgelegten Kanten mit den �berh�ngenden Nukle-
ins�uren 56 oder 57 modifiziert wurden, die partiell komple-
ment�r und mit photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten
ausgestattet waren (Abbildung 19C).[52] In der cis-Azoben-
zol-Konfiguration der angebundenen Nukleins�uren blieben
die sechseckigen DNA-Origami-Einheiten getrennt, da die
Basenpaarung zwischen den Str�ngen 56 und 57 nicht aus-
reicht, um die Duplexstrukturen zu stabilisieren. Dagegen
f�hrt die Photoisomerisierung der cis-Azobenzol-Einheiten
zu trans-Azobenzol durch sichtbares Licht zur kooperativen
Stabilisierung der Duplexe (56/57) an den Kanten der
Sechsecke, was Dimere der sechseckigen Origami-Strukturen
liefert. Durch zyklische Photoisomerisierung des Systems
zwischen cis- und trans-Azobenzol-Zust�nden wurden
schaltbare �berg�nge zwischen monomeren und dimeren
Sechseck-Strukturen nachgewiesen (Abbildung 19D).
Zudem wurde durch Funktionalisierung von zwei unter-

Abbildung 17. A) Photoinduzierte �berg�nge von der G-Quadruplex-
zur Random-Coil-Struktur unter Verwendung des photoisomerisierba-
ren Azobenzol-Interkalators 52 a, der die G-Quadruplex-Struktur stabili-
siert. B) CD-Spektren von a) der in Gegenwart von 52 a stabilisierten
G-Quadruplex-Struktur und b) der Random-Coil-Struktur in Anwesen-
heit von 52 b. Einschub: Zyklische CD-Intensit�ts�nderungen bei
l = 265 nm durch photoinduziertes Umschalten zwischen G-Quadru-
plex- und Random-Coil-Struktur. Mit Genehmigung aus Lit. [49]. Copy-
right 2010 Wiley-VCH.
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schiedlichen Kanten eines der Sechsecke mit Anh�ngen, die
photoisomerisierbare Azobenzoleinheiten enthalten, die
lichtinduzierte, programmierte Anordnung mehrerer sechs-
eckiger Strukturen verwirklicht. Zum Beispiel lieferte die
Reaktion des sechseckigen, an gegen�berliegenden Kanten
mit den cis-Azobenzol-funktionalisierten Nukleins�uren 56
modifizierten Origamis O1 mit dem sechseckigen Origami O2,
das die �berh�ngenden cis-Azobenzol-modifizierten Se-
quenzen 57 nur an einer Kante (O1/O2-Verh�ltnis 1:2) ent-
hielt, nach der durch sichtbares Licht induzierten Photoiso-
merisierung der cis-Einheiten zu trans-Azobenzol die lineare
Struktur aus drei Sechsecken (Abbildung 19E). Andererseits
f�hrte die Behandlung der sechseckigen, cis-Azobenzol-
funktionalisierten Origami-Struktur O2 mit einer sechsecki-
gen Origami-Struktur O3 (O3/O2-Verh�ltnis 1:2), die an zwei
Kanten, welche durch eine weitere Kante getrennt sind, die
�berh�ngenden cis-Azobenzol-Nukleins�ure-Einheiten 56
enth�lt, nach der durch sichtbares Licht ausgelçsten Photo-

isomerisierung der cis-Azobenzol-Einheiten zu trans-Azo-
benzol-Gruppen zu einer kooperativ stabilisierten gebogenen
Struktur aus drei Secksecken (Abbildung 19 F).

Die reversiblen �berg�nge von Doppelstrang- zu Ein-
zelstrang-DNA mittels Photoisomerisierung von trans- zu cis-
Azobenzolen und zur�ck wurden eingesetzt, um Protein-
Protein-Wechselwirkungen zu kontrollieren[53] sowie schalt-
bare nanoskopische Maschinen[54–57] und lichtgesteuerte
DNAzyme zu entwerfen.[58–61] Abbildung 20A zeigt die
schaltbare Kontrolle des FRET (resonanter Energietransfer
nach Fçrster) zwischen dem cyan fluoreszierenden Protein
(CFP) und dem gelb fluoreszierenden Protein (YFP) unter
Verwendung der Photoisomerisierung von Azobenzoleinhei-
ten als Schaltmotiv.[53] Ein DNA-Ger�st 58, das die beiden
Dom�nen I und II enth�lt, fungierte als Templat, um die
beiden Proteine CFP und YFP zu organisieren. Dom�ne II
auf Ger�st 58 enthielt Basen, die an die cis-Azobenzol-Ein-
heiten gebunden waren, und das Protein CFP wurde mit einer
zu Dom�ne I komplement�ren Nukleins�ure 59 funktionali-
siert. Das Protein YFP war mit einer Nukleins�ure 60 funk-
tionalisiert, die eine begrenzte Anzahl komplement�rer
Basen enthielt, die mit Dom�ne II hybridisierten. Unter
diesen Bedingungen hybridisiert lediglich das CFP-Protein
mit Dom�ne I. Die durch sichtbares Licht induzierte Photo-
isomerisierung der cis-Azobenzol-Einheiten in den trans-
Zustand stabilisierte kooperativ die Hybridisierung des YFP-
Proteins mit dem Ger�st 58. Der geringe Abstand zwischen
den CFP- und YFP-Proteinen stimulierte den effizienten
FRET-Prozess zwischen CFP-Donor und YFP-Akzeptor.
Durch zyklische Photoisomerisierung der Azobenzoleinhei-
ten zwischen trans- und cis-Zust�nden konnte das Protein-
system zwischen der FRET-auslçsenden Konfiguration und
der getrennten Konfiguration (ohne FRET-Reaktion) ge-
schaltet werden. Abbildung 20B zeigt eine wippenartig an-
geordnete DNA-Maschine, die durch photoisomerisierbare
Azobenzolchromophore aktiviert werden kann und ver-
schiedene Substituenten enth�lt, die eine programmierte und
selektive Photoisomerisierung der unterschiedlichen Chro-
mophore ermçglicht.[54] Die Nukleins�ure 61 dient als
Grundger�st dieser Anordnung und ist an den 3’- und 5’-
Enden mit Pyren(Py, F1)- und Carboxyfluorescein(FAM, F2)-
Fluorophoren modifiziert. Die mit dem Quencher Anthra-
chinon (An, Q1) funktionalisierte Nukleins�ure 62 und die
mit dem Quencher N-4-(4-Dimethylamino)phenylazoben-
zoes�ure (Dab, Q2) modifizierte Nukleins�ure 63 wurden als
linker und rechter Strang (L-Strang und R-Strang) verwen-
det, die partielle Komplementarit�t zu den Dom�nen I bzw. II
der Nukleins�ure 61 zu zeigen. An die Nukleins�ure 62
wurden Dimethylthiomethyl-Substituenten (SDMAzo) und
an Nukleins�ure 63 nicht substituierte Azobenzolgruppen
gebunden. Die Nukleins�ure 64 (mittlerer Strang) wurde
eingesetzt, um mit der zentralen Dom�ne zu hybridisieren
und die Anordnung zu versteifen. Die trans-Azobenzol-
Konfigurationen der chromophorhaltigen L- und R-Str�nge
f�hrten zur kooperativen Stabilisierung der Duplexe zwi-
schen L-Strang und R-Strang mit den Dom�nen I und II des
Ger�stes und lieferten Zustand A der Maschine. Unter diesen
Bedingungen wurden das Py- (F1) und das FAM-Chromophor
(F2) gelçscht. Die Bestrahlung von Zustand A mit l = 390 nm

Abbildung 18. A) Photoinduzierte Aggregation/Desaggregation von
Nukleins�ure-funktionalisierten Au-NPs, die photoisomerisierbare Azo-
benzol-Komponenten enthalten. B) Absorptionsspektren von a) den
aggregierten Au-NPs in Gegenwart der trans-Azobenzol-Interkalatoren
und b) den desaggregierten Au-NPs in Gegenwart der cis-Azobenzol-
Einheiten. Einschub: Zyklische Absorptions�nderungen infolge der zy-
klischen, lichtgesteuerten Aggregation und Desaggregation der NPs.
Darunter: Fotografien der lichtinduzierten Aggregate der Au-NPs (i, iii
und v) und der desaggregierten Au-NPs (ii und iv). Mit Genehmigung
aus Lit. [50]. Copyright 2012 American Chemical Society.
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Abbildung 19. A) Schematische Darstellung der photoinduzierten, zyklisch schaltbaren �berg�nge zweier einzelstr�ngiger Verbindungsst�cke (e
und f) zu einer Duplexstruktur (e/f) und zur�ck auf Einzelmolek�lebene mit einem DNA-Origami-Rahmen als Templat und photoisomerisierbaren
Azobenzoleinheiten als Auslçser der Umschaltung. Das trans-Azobenzol stimuliert die Bildung des Duplex, w�hrend das cis-Azobenzol den Duplex
trennt. B) Kinetische Untersuchung der photoinduzierten �berg�nge zwischen der Duplex-DNA und der einzelstr�ngigen DNA durch schnelle
AFM-Messungen, die die Abst�nde zwischen den Duplexstr�ngen (L1 und L2) abbilden. Mit Genehmigung aus Lit. [51]. Copyright 2012 Wiley-
VCH. C) Schaltbare, photoinduzierte Anordnung und Spaltung dimerer, sechseckiger DNA-Origami-Strukturen, wobei jedes Sechseck mit einem
komplement�ren Strang aus photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten funktionalisiert ist. Abgebildet sind AFM-Bilder der Dimere/Monomere.
D) Schaltbare �nderungen der Dimeranzahl durch Photoisomerisierung der Azobenzol-Einheiten. E) Photoinduzierte Bildung linearer Trimer-DNA-
Sechseckstrukturen nach Mischen eines DNA-Origami-Sechsecks (O2), das an einer Kante mit photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten modifi-
ziert ist, mit einem DNA-Origami-Sechseck (O1), das an zwei gegen�berliegenden Kanten mit photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten modifi-
ziert ist (O2/O1-Verh�ltnis 2:1). F) Photoinduzierte Anordnung gebogener Trimer-Strukturen aus DNA-Origami-Sechsecken. Ein Teil der Sechsecke
(O2) ist an einer Kante mit photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten modifiziert, w�hrend das zweite Sechseck (O3) an zwei Kanten asymme-
trisch mit photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten modifiziert ist (O2/O3-Verh�ltnis 2:1). Mit Genehmigung aus Lit. [52]. Copyright 2012 Ameri-
can Chemical Society.
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resultierte in der selektiven Photoisomerisierung der trans-
SDMAzo-Einheiten des L-Strangs in den cis-SDMAzo-Zu-
stand, was die Bildung von Zustand B bewirkte, worin der L-
Strang abgetrennt ist, was die Fluoreszenz von Py (F1) auslçst,
w�hrend FAM (F2) ausgeschaltet bleibt. Dagegen folgte aus
Bestrahlung des Systems mit l = 340 nm die selektive Pho-
toisomerisierung der nicht substituierten trans-Azobenzol-
Einheiten in die cis-Konfiguration, was zur selektiven Ab-
spaltung des R-Strangs und damit zu Zustand C f�hrte. In
dieser Konfiguration wird das Py(F1)-Chromophor gelçscht,
w�hrend die FAM(F2)-Fluoreszenz induziert wird. Durch
Bestrahlen von Zustand A mit l = 370 nm photoisomerisier-
ten die trans-Azobenzol-modifizierten Einheiten an den L-
und R-Str�ngen und ergaben Zustand D. In diesem Zustand
fluoreszieren sowohl Py(F1)- als auch FAM(F2)-Chromo-
phore. Durch die umgekehrte Photoisomerisierung der cis-
Azobenzol-getrennten Einheiten mit l> 450 nm wird die
urspr�ngliche Anordnung der Maschine wiederhergestellt.
Das bedeutet, dass durch Bestrahlen des Systems mit Licht
bestimmter Wellenl�ngen die Umschaltung zwischen allen
Zust�nden erreicht werden konnte. Abbildung 20C zeigt die
schaltbaren �berg�nge zwischen den Zust�nden B und C mit
Py (F1) und FAM (F2) als Fluoreszenzmarkern.

Eine lichtgesteuerte Maschine mit zwei Zust�nden wurde
in �hnlicher Weise mit photoisomerisierbaren Azobenzol-
Einheiten als Antriebselemente konstruiert (Abbil-
dung 21A).[55] Der geschlossene Zustand der Pinzette, Zu-
stand A, bestand aus den Nukleins�urearmen 65 und 66, die

durch die Nukleins�uren 67 und 68 verbr�ckt waren, wobei
die Hybridisierung des Br�ckenstrangs 68 mit den Dom�nen I
und II auf beiden Armen kooperativ durch trans-Azobenzol-
Interkalatoren stabilisiert wurde. Photoisomerisierung der
trans-Azobenzol-Einheiten in den cis-Zustand (l = 320–
380 nm) entfernt die Interkalatoren aus den Duplexregionen
zwischen Strang 68 und den Dom�nen I und II, die mit den
beiden „Armen“ der Pinzette verbunden sind. Das Entfernen
der Interkalator-Einheiten schw�cht die Duplexe, f�hrt zur
Abtrennung der verbr�ckenden DNA 68 und zur �ffnung der
Pinzette, Zustand B. Die umgekehrte Photoisomerisierung
der cis-Azobenzol- zu den trans-Azobenzol-Einheiten (l =

440–460 nm) f�hrt zur Restabilisierung der Duplexstruktur
zwischen 68 und den Dom�nen I und II, die mit den beiden
„Armen“ 65 bzw. 66 assoziiert sind, sowie zum erneuten
Schließen der Pinzette, Zustand A. Da der Verbindungsstrang
67 an den 5’- und 3’-Enden mit einem Fluorophor/Quencher-
Paar modifiziert ist, wurde das �ffnen und Schließen der
Pinzette �ber die Fluoreszenz des Fluorophormarkers unter-
sucht (geschlossene Pinzette: Zustand A, geringe Fluores-
zenz; geçffnete Pinzette: Zustand B, starke Fluoreszenz).
Durch die zyklische Photoisomerisierung der Azobenzolein-
heiten zwischen den trans- und cis-Zust�nden wurde die
Pinzette reversibel zwischen den Zust�nden A und B ge-
schaltet (Abbildung 21 B). Ein weiterer lichtstimulierter,
mechanischer Schalter wird in Abbildung 21 C dargestellt,
wobei ein Nukleins�ure-Walker zyklisch schaltbare �ber-
g�nge zwischen zwei Zust�nden auf einer DNA-Schiene

Abbildung 20. A) Photoinduzierte Steuerung des FRET-Prozesses zwischen zwei Proteinen in Gegenwart eines mit photoisomerisierbaren Azoben-
zoleinheiten funktionalisierten Nukleins�ure-Ger�stes. B) Lichtinduzierte �berg�nge einer photogesteuerten, „Wippen“-artigen DNA-Anordnung
zwischen den Zust�nden A, B, C und D mithilfe photoisomerisierbarer Azobenzoleinheiten. Diese Zust�nde werden �ber zwei Fluorophor/Quen-
cher-Paare F1/Q1 und F2/Q2 beobachtet. C) Fluoreszenz�nderungen nach den zyklischen �berg�ngen zwischen den Zust�nden B und C. Mit Ge-
nehmigung aus Lit. [54]. Copyright 2012 Wiley-VCH.
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Abbildung 21. A) Auf photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten basierende, photostimulierte DNA-Pinzette. Das �ffnen und Schließen der Pin-
zette wird durch Markieren des verbr�ckenden „Arms“ mit einem Fluorophor/Quencher-Paar und Verfolgen der in den verschiedenen Zust�nden
resultierenden FRET-Lçschung des Fluorophors untersucht. B) Fluoreszenzspektren von a) der geschlossenen Pinzette, Zustand A, in Gegenwart
von trans-Azobenzol-Einheiten, und b) der geçffneten Pinzette, Zustand B, in Gegenwart der cis-Azobenzoleinheiten. Einschub: Zyklisch schaltbare
Fluoreszenz�nderungen durch Schließen und �ffnen des Pinzettensystems. Mit Genehmigung aus Lit. [55]. Copyright 2008 Wiley-VCH. C) Ein
photoinduzierter DNA-Walker geht reversible, lichtgesteuerte �berg�nge zwischen zwei an ein DNA-Ger�st gebundene �berh�nge ein. Die �ber-
g�nge werden durch Markieren der St�tzen III und IV mit den Fluorophoren F1 bzw. F2 und des Walker-Elements mit einem Quencher Q detek-
tiert. D) Fluoreszenz�nderungen: Feld I – photoinduzierter �bergang des Walkers von Zustand C in D. Feld II – photoinduzierter �bergang des
Walkers von Zustand D in C. E) Zeitabh�ngige Fluoreszenz�nderungen durch die photoinduzierten, zyklisch schaltbaren Umwandlungen zwischen
den Zust�nden C und D. Mit Genehmigung aus Lit. [56]. Copyright 2012 American Chemical Society.
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eingeht.[56] Das System besteht aus zwei St�tzstr�ngen 69 und
70, die mit der Schiene 71 hybridisiert sind. Diese St�tz-
str�nge enthalten die �berh�ngenden Sequenzen III und IV,
die Bindungsstellen f�r den Walker aufweisen. St�tzstrang IV
ist mit cis-Azobenzol-Einheiten modifiziert. Unter diesen
Bedingungen ist das Walker-Element, L (72), an St�tzstrang
III gebunden, der die energetisch g�nstigere Hybridisie-
rungsstelle zur Verf�gung stellt, Zustand C. Photoisomeri-
sierung der cis-Azobenzol-Einheiten in den trans-Azobenzol-
Zustand f�hrt zur Verdr�ngung des Walkers L und dessen
Wechsel zu St�tzstrang IV, wo der resultierende Doppel-
strang durch Paarung komplement�rer Basen und die ko-
operative Bindung von trans-Azobenzol an den gebildeten
Duplex stabilisiert wird, Zustand D. Photoisomerisierung des
trans-Azobenzols zur�ck zum cis-Isomer hingegen schw�cht
den Duplex zwischem dem Walker-Element L und dem
St�tzstrang IV, was zur umgekehrten Strangverdr�ngung und
�bergang des Walkers L auf Strang III f�hrt, Zustand C.
Durch die Markierung der St�tzstr�nge III und IV mit den
Fluorophoren F1 bzw. F2 und der Funktionalisierung des
Walker-Elements L mit einer Quencher-Einheit konnte die
Dynamik des Walker-�bergangs von Strang III zu IV und der
umgekehrte Prozess �ber die zeitabh�ngigen Fluoreszenz-
�nderungen der entsprechenden Fluorophore beobachtet
werden (Abbildung 21 D, Diagramme I und II). Durch zy-
klische Photoisomerisierung der Azobenzoleinheiten zwi-
schen cis- und trans-Zust�nden wurde der reversible Wechsel
des Walkers zwischen den Str�ngen III und IV demonstriert
(Abbildung 21 E).

Das „mechanische“ lichtinduzierte Schalten von DNA-
Strukturen wurde auf �hnliche Weise durch Verwendung
photoisomerisierbarer Azobenzoleinheiten gezeigt (Abbil-
dung 22(A)).[57] Unter Verwendung der Str�nge 73–76 und
dem beigef�gten trans-Azobenzol-funktionalisierten Strang
77 erfolgte Selbstorganisation zur gedehnten Tetraeder-
struktur, Zustand A, indem die entsprechenden Dom�nen der
Str�nge 73, 74, 75, 76 und 77 hybridisierten. Die Interkalation
der trans-Isomer-Einheiten in die komplement�ren Dom�nen
zwischen den Str�ngen 73 und 77 ergab die gedehnte Tetra-
ederstruktur, Zustand A. Photoisomerisierung der trans- zu
den cis-Azobenzol-Komponenten (UV-Licht) f�hrte zur
Trennung der Duplexdom�nen zwischen den Str�ngen 73 und
77, wodurch sich die Tetraederstruktur kontrahierte, Zustand
B. Durch die umgekehrte Photoisomerisierung der cis-Azo-
benzol-Einheiten zu trans-Azobenzol (sichtbares Licht)
wurde die gestreckte Tetraederkonfiguration, Zustand A,
wiederhergestellt. Durch Markierung des Strangs 73 mit
einem Fluorophor/Quencher-Paar wurde die lichtgesteuerte
Schaltung des Systems zwischen der gedehnten und kontra-
hierten Konfiguration des DNA-Tetraeders verfolgt (Abbil-
dung 22B) (Zustand A: starke Fluoreszenz; Zustand B: ge-
ringe Fluoreszenz).

Die photoinduzierte an- und ausschaltbare Aktivierung
des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms vom 10-23-Typ mit photo-
isomerisierbaren Azobenzolgruppen als optischen Auslçsern
wird in Abbildung 23 A veranschaulicht.[58] Die Nukleins�ure
78 enthielt die katalytische DNAzym-Sequenz und gestreckte
Anh�nge aus teilweise komplement�ren Basenpaaren, die
mit trans-Azobenzol-Chromophoren modifiziert waren. In

dieser Konfiguration stabilisieren die trans-Azobenzol-Ein-
heiten die Haarnadelstruktur von Strang 78. Dadurch wird
die Bildung der katalytischen DNAzym-Schleife verhindert.
UV-induzierte Photoisomerisierung der trans-Azobenzole in
den cis-Zustand destabilisierte die Stammregion der Haar-
nadel, wodurch sich diese çffnete. Dies ermçglicht die
Selbstorganisation der katalytisch aktiven DNAzym-Schlei-
fensequenz und die Bildung des Komplexes mit dem ribo-
nukleobasehaltigen Substrat 79. In Anwesenheit von Mg2+-
Ionen wurde das Substrat katalytisch gespalten. Die an-
schließende, durch sichtbares Licht stimulierte Photoisome-
risierung der cis-Azobenzol-Einheiten zum trans-Isomer
stellte die katalytisch inaktive Haarnadelstruktur 78 wieder
her (Abbildung 23B). Auch die Modifizierung mit photoiso-
merisierbaren Azobenzoleinheiten im Inneren der katalyti-
schen Schleifenregion des Mg2+-abh�ngigen 10-23-DNAzyms

Abbildung 22. A) Photoinduzierte, zyklische Rekonfigurationen eines
DNA-Tetraeders �ber eine gestreckte Konfiguration, Zustand A, und
eine komprimierte Konfiguration, Zustand B, unter Verwendung photo-
isomerisierbarer Azobenzoleinheiten. Durch Markieren einer Tetraeder-
seite mit einem Fluorophor/Quencher-Paar werden die �berg�nge zwi-
schen den Zust�nden A und B �ber die Effizienz der entsprechenden
FRET-Lçschprozesse beobachtet. B) Fluoreszenzspektren a) des Tetra-
eders in der gestreckten Konfiguration, Zustand A, und b) des Tetra-
eders in der komprimierten Konfiguration, Zustand B. Einschub: Zykli-
sche Fluoreszenz�nderungen durch Umschalten des Tetraeders von
Zustand A (starke Fluoreszenz) in Zustand B (geringe Fluoreszenz)
und zur�ck. Mit Genehmigung aus Lit. [57]. Copyright 2011 Royal So-
ciety of Chemistry.
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lieferte schaltbare katalytische Funktionen des DNAzyms
(Abbildung 23 C).[59] In Anwesenheit von Mg2+-Ionen f�hrte
die trans-Azobenzol-Konfiguration der DNAzym-Sequenz 80
zu einer katalytisch aktiven Struktur, die eine hydrolytische
Spaltung des ribonukleobasehaltigen Substrats 81 katalysier-
te. Die UV-induzierte Photoisomerisierung der trans-Azo-
benzol-Einheiten zum cis-Isomer (l = 366 nm) wiederum
verzerrte die DNAzym-Schleifenstruktur und stçrte die ka-
talysierte Spaltung des Substrats 81. Die umgekehrte, durch
sichtbares Licht stimulierte Photoisomerisierung der cis-
Azobenzol-Einheiten in die trans-Azobenzol-Konfiguration
(l = 435 nm) regenerierte die katalytischen Funktionen des
DNAzyms.

2.4. Elektrochemisch schaltbare DNA-Systeme

Die Stabilisierung von G-Quadruplexen durch Metall-
ionen ermçglichte einen elektrochemisch schaltbaren �ber-
gang zwischen durch Pb2+-Ionen stabilisierten G-Quadru-
plex- und Random-Coil-Zust�nden (Abbildung 24A).[62] In
Anwesenheit von Pb2+-Ionen bildete Strang 82 einen G-

Quadruplex. Elektrochemische Reduktion der Pb2+-Ionen
trennte den G-Quadruplex in eine Random-Coil-Struktur
auf. Die elektrochemische Oxidation des auf der Elektrode
abgeschiedenen Pb0 zu Pb2+-Ionen regenerierte den Pb2+-
stabilisierten G-Quadruplex. Die zyklischen �berg�nge zwi-
schen Pb2+-stabilisiertem G-Quadruplex und Random-Coil-
Zust�nden wurden durch Messung der verst�rkten Fluores-
zenz von Kristallviolett (KV) nach Assoziation an die
Random-Coil-Struktur verfolgt (Abbildung 24 B).

Ein weiterer Zugang zur elektrochemischen Schaltung
von DNA-Systemen beruhte auf der Verwendung von Elek-
troden, um den pH-Wert der Elektrolytlçsung zu ver�ndern
und damit schaltbare DNA-Systeme in Gang zu setzen. Eine
Methode nutzte die pH-Erniedrigung der Elektrolytlçsung
durch Oxidation von H2O zu Sauerstoff [Gl. (1)] und Neu-
tralisation der sauren w�ssrigen Lçsung durch elektrochemi-
sche Reduktion von Wasser und Bildung von Wasserstoff (H2)
[Gl. (2)].[63]

2 H2O�4 e� ! 4 Hþ þO2 ð1Þ

2 H2Oþ 2 e� ! H2 þ 2 OH� ð2Þ

Abbildung 23. A) Photoinduzierte �berg�nge einer katalytisch inaktiven DNA-Haarnadelstruktur in das aktive Mg2+-abh�ngige DNAzym und
zur�ck, vermittelt durch photoisomerisierbare Azobenzoleinheiten. B) Photogesteuerte schaltbare Aktivierung des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms. Im
trans-Azobenzol-Zustand liegt die stabilisierte Haarnadelstruktur in einer katalytisch inaktiven Form vor. UV-Bestrahlung des Systems ergibt cis-
Azobenzol, woraus das katalytisch aktive Mg2+-abh�ngige DNAzym resultiert. Die weitere Reisomerisierung von cis-Azobenzol zu trans-Azobenzol
durch sichtbares Licht stellt die katalytisch inaktive Haarnadelstruktur wieder her. Die photoinduzierte „AN/AUS“-Aktivierung und Inaktivierung
des DNAzyms wurde durch die elektrophoretische Charakterisierung der durch das DNAzym gebildeten, fragmentierten Produkte verfolgt. C) Pho-
toinduzierte „AN/AUS“-Aktivierung/Inaktivierung des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms durch photoinduzierte Versteifung einer Tandemsequenz, die
unter Verwendung von photoisomerisierbaren Azobenzoleinheiten in die Schleifensequenz des DNAzyms eingef�hrt wurde. Mit Genehmigung
aus Lit. [58]. Copyright 2010 Wiley-VCH.
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Dementsprechend wurde der an den 5’- und 3’-Enden mit
einem Fluorophor/Quencher-Paar markierte C-reiche Strang
83 den elektrochemisch gesteuerten pH-�nderungen ausge-
setzt (Abbildung 25 A). Bei saurem pH bildete Strang 83 ein
i-Motiv, was zur Lçschung der Fluoreszenz des angeh�ngten
Fluorophors f�hrte. Die folgende, elektrochemisch gesteuerte
Reduktion von Wasser unter H2-Entwicklung lieferte eine
alkalische Lçsung (pH 8.0), was die Auflçsung des i-Motivs
und eine starke Fluoreszenz des Fluorophors nach sich zog.
Durch zyklische, elektrochemisch gesteuerte pH-�nderun-
gen der Elektrolytlçsung wurde der DNA-Strang 83 zwischen
i-Motiv- und Random-Coil-Konfigurationen umgeschaltet
(Abbildung 25 B).

Eine andere Methode, um den pH-Wert der Elektrolyt-
lçsung und somit den nachfolgenden „AN/AUS“-Wechsel der
katalytischen Aktivit�t des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms
elektrochemisch zu kontrollieren, verwendet eine an die
Elektrode gebundene Matrix aus Bis(anilin)-vernetzten Au-
Nanopartikeln (NPs) (Abbildung 25 C).[64] Thioanilin-modi-
fizierte Au-NPs (Durchmesser 3.6� 0.3 nm) wurden auf einer
angerauten Elektrode elektropolymerisiert, um die Bis(ani-

lin)-vernetzte Au-NP-Matrix herzustellen. Die Bis(anilin)-
Einheiten weisen quasireversible Redoxeigenschaften (E =

�0.05 V gegen SCE) auf und werden unter Freisetzung von
Protonen zum chinoiden Zustand oxidiert. Der umgekehrte
Vorgang, bei dem die Chinoid-Einheiten zu den Bis(anilin)-
Zust�nden reduziert werden, bedingt die Aufnahme von
Protonen aus der Lçsung. Tats�chlich wurde nachgewiesen,
dass die potentialgesteuerte Oxidation der Bis(anilin)-ver-
netzten AuNP-modifizierten Elektrode (E = 0.25 V gegen
SCE) in einer neutralen Elektrolytlçsung zur Acidifizierung
der Lçsung bis zu pH 5.8 f�hrte. Die umgekehrte Einstellung
des Elektrodenpotentials auf �0.05 V gegen SCE f�hrte zur
Reduktion der Chinoid-Br�ckeneinheiten in den Bis(anilin)-
Zustand, wobei Protonen aus der Lçsung aufgenommen und
die neutrale Elektrolytlçsung mit pH 7.2 wiederhergestellt
wurde. Dementsprechend wurde diese Bis(anilin)-vernetzte
Au-NP-modifizierte Elektrode eingesetzt, um die katalyti-
schen Aktivit�ten des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms umzu-
schalten (Abbildung 25 D). Die Str�nge 28 und 29 enthielten
die funktionellen Dom�nen, um die katalytische Aktivit�t des
DNAzyms an- und auszuschalten. Die Dom�nen I und II
umfassen die Sequenzen, aus denen die Schleifenregion des
DNAzyms besteht und die Dom�nen III und IV stellen die
Substratbindungsstellen bereit. Die Dom�nen V und VI der
Str�nge 28 und 29 enthalten C-reiche Sequenzen, die unter
sauren Bedingungen (pH 5.8) ein i-Motiv bilden. Die Do-
m�nen VII und VIII weisen drei komplement�re Basenpaa-
rungsregionen auf, die eingef�gt wurden, um in saurem
Milieu die Selbstorganisation der katalytisch aktiven
DNAzym-Einheit durch Stabilisierung der supramolekularen
Struktur zwischen den Nukleins�uren 28 und 29 �ber eine
kooperative i-Motiv-Struktur und Basenpaarung der Du-
plexdom�ne VII/VIII zu beg�nstigen. Das Substrat des Mg2+-
abh�ngigen DNAzyms (30) ist an den 5’- und 3’-Enden mit
einem Fluorophor/Quencher-Paar funktionalisiert. Die elek-
trochemisch induzierte Oxidation der die Au-NPs vernet-
zenden Bis(anilin)-Einheiten (E = 0.25 V gegen SCE) ergab
eine saure Elektrolytlçsung mit pH 5.8, was die katalytisch
aktive Struktur des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms lieferte.
Diese katalysierte die hydrolytische Spaltung des Substrats 30
und lçste beim fragmentierten Fluorophor-modifizierten
Produkt Fluoreszenz aus. Anschließende elektrochemische
Reduktion der Chinoid-Br�cken (E =�0.05 V gegen SCE)
zu Bis(anilin)-Einheiten verschob den pH-Wert des Elektro-
lyten wieder zu 7.2, wodurch die i-Motiv-Struktur – ein Teil
der DNAzym-Einheit – dissoziierte. Dies trennte die Unter-
einheiten 28 und 29 in eine katalytisch inaktive Anordnung.
Durch abwechselnde Oxidation und Reduktion der verbr�-
ckenden Einheiten der Au-NP-Matrix wurde der Elektrolyt-
pH zwischen der Werten 5.8 und 7.2 umgeschaltet, was zum
zyklischen Wechsel zwischen „AN“ und „AUS“ der
DNAzym-Funktionen f�hrte (Abbildung 25 E).

3. Anwendungen schaltbarer DNA-Systeme

Die Entwicklung von DNA-Hydrogelen weckt in letzter
Zeit erhebliche Forschungsinteressen.[65] DNA-Hydrogele
werden durch Vernetzung von DNA-Untereinheiten oder

Abbildung 24. A) Elektrochemisch gesteuerte, zyklisch schaltbare Bil-
dung und Dissoziation des Pb2+-stabilisierten G-Quadruplexes. Die
voltammetrische Freisetzung von Pb2+ und Abscheidung von Pb0 auf
der Elektrode f�hrt zur Auflçsung des G-Quadruplexes, w�hrend die
Reoxidation des Pb0 zu Pb2+-Ionen den Pb2+-stabilisierten G-Quadru-
plex regeneriert. An einzelstr�ngige DNA gebundenes Kristallviolett
(CV) erzeugt Fluoreszenz und liefert damit das Auslesesignal. B)
Oben: Zyklovoltammetrische Stufen, entsprechend der Reduktion der
Pb2+-Ionen zu Pb0 und der umgekehrten Oxidation von Pb0 zu Pb2+-
Ionen. Unten: Zyklische �nderung der Fluoreszenzintensit�t von CV in
Gegenwart a) des Pb2+-stabilisierten G-Quadruplexes und b) der
Random-Coil-DNA. Mit Genehmigung aus Lit. [62] Copyright 2013,
Elsevier.
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Nukleins�ure-funktionalisierten, hydrophilen Polymerketten,
z. B. Nukleins�ure-modifizierten Acrylamid-Copolymerket-
ten, gebildet. Die Mçglichkeit, Nukleins�ure-Einheiten durch
Basenpaarung,[66] Ionen-stabilisierte Strukturen,[67] pH[68]

oder Licht[69] zu verkn�pfen, bietet eine vielseitige Plattform
an Vernetzungsmotiven. Besonders interessant sind schalt-
bare DNA-Hydrogele, die stimuliinduzierte �berg�nge vom
Gel zur Lçsung eingehen. F�r DNA-Hydrogele wurden An-
wendungen im kontrollierten Wirkstofftransport,[69] der Ka-
talyse[70] und der Schadstoffentfernung[71] vorgeschlagen. Der

Aufbau eines pH-gesteuerten DNA-Hydrogels wird in Ab-
bildung 26 A dargestellt.[68] Baustein des Gels ist eine dreiar-
mige, Y-fçrmige DNA-Struktur mit drei einzelstr�ngigen
�berh�ngen I, II und III, die je eine Untereinheit des C-
reichen i-Motivs bilden. Bei pH 5.2 f�hrte die Vernetzung der
Y-fçrmigen DNA-Einheiten durch die Bildung von i-Motiv-
Bindungen zur Entstehung des Hydrogels. Neutralisieren des
Systems (pH 7.0) spaltete die i-Motiv-Br�cken und ergab eine
Lçsung der monomeren Y-fçrmigen Nukleins�ure-Einheiten.
Die pH-gesteuerten Gel-Lçsung-�berg�nge wurden durch

Abbildung 25. A) Elektrochemisch gesteuerte �berg�nge von einer i-Motiv- zur Random-Coil-Struktur durch zyklische elektrochemische Oxidation
von Wasser (pH 5.0) und elektrochemische Reduktion von Wasser zu Wasserstoff (pH 8.0). Die DNA-Struktur ist mit einem Fluorophor/Quen-
cher-Paar markiert, und die schaltbaren i-Motiv/Random-Coil-�berg�nge werden �ber die Fluoreszenz�nderungen des Fluorophors beobachtet.
B) Fluoreszenz�nderungen nach zyklisch schaltbaren �berg�ngen des i-Motivs, pH 5.0 (geringe Fluoreszenz), in die Random-Coil-Konfiguration,
pH 8.0 (starke Fluoreszenz), und zur�ck. Mit Genehmigung aus Lit. [63]. Copyright 2010 American Chemical Society. C) Elektrochemische Synthe-
se von Bis(anilin)-vernetzten Au-NP-Matrices auf einer Elektrodenoberfl�che und zyklisches, elektrochemisch gesteuertes Ans�uern oder Neutrali-
sieren der Elektrolytlçsung durch Oxidation oder Reduktion der vernetzenden Bis(anilin)-Br�ckeneinheiten. D) Elektroinduzierte Aktivierung und
Inaktivierung des Mg2+-abh�ngigen DNAzyms durch elektrochemisches Umschalten des pH-Werts der Elektrolytlçsung mittels Oxidation und
Reduktion der durch Bis(anilin) vernetzten und mit der Elektrode assoziierten Au-NPs. E) Elektrochemisch induzierte „AN“/„AUS“-Schaltung des
Mg2+-abh�ngigen DNAzyms unter Verwendung der Bis(anilin)-vernetzten, an die Elektrode gebundenen NPs als funktionaler Matrix f�r elektro-
gesteuerte pH-�nderungen. Die „AN“- und „AUS“-Aktivierung bzw. -Inaktivierung des DNAzyms wird �ber die Fluoreszenz registriert, die bei der
DNAzym-katalysierten Spaltung des Fluorophor/Quencher-modifizierten Substrats entsteht. Mit Genehmigung aus Lit. [64]. Copyright 2010 Ame-
rican Chemical Society.
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rheologische Messungen charakterisiert. Ein weiterer Ansatz
zum Design schaltbarer, katalytischer DNA-Hydrogele ver-
wendete die Synthese eines Acrylamid-Copolymers, das aus
der Acrydit-Nukleins�ure 84 und dem Acrylamid-Monomer
zusammengesetzt ist.[70] Die Copolymer-Ketten enthielten die
aus 5’-AAGGG-3’ bestehenden Nukleins�ureanh�nge 84,
wodurch Untereinheiten f�r die durch K+-Ionen induzierte
Anordnung des G-Quadruplex-verbr�ckten Hydrogels zur
Verf�gung gestellt wurden (Abbildung 26 B). Die Eliminie-
rung der stabilisierenden K+-Ionen von den G-Quadruplex-
Einheiten durch Zugabe von 18-Krone-6-Ether (CE) lçste die
G-Quadruplexe auf und f�hrte zu einer Lçsung der ge-
trennten Acrylamid-Ketten. Durch abwechselnde Zugabe
von K+-Ionen und CE wurde das System zwischen den Hy-
drogel- bzw. Lçsungsphasen umgeschaltet. Rheologische
Messungen best�tigten die Hydrogel-Lçsung-�berg�nge
(Speichermodul des Hydrogels G’� 5 Pa). Die Bindung von
H�min an das durch K+-Ionen induzierte Hydrogelnetzwerk
durch die G-Quadruplex-Einheiten f�hrte zur Bildung des
katalytisch aktiven, HRP-imitierenden H�min/G-Quadru-
plex-DNAzyms, das die Oxidation von ABTS2�mit H2O2 zum

farbigen Produkt ABTSC� katalysierte (Abbildung 26C).
�ber die zyklische, durch K+-Ionen gesteuerte Bildung des
katalytisch aktiven DNAzym-Hydrogels und die durch CE
induzierte Auflçsung des Hydrogels wurden die katalytischen
Funktionen des Systems zwischen „AN“- und „AUS“-Zu-
st�nden umgeschaltet. Beschrieben wurde auch die durch
Ag+-Ionen gesteuerte Vernetzung aller Y-fçrmigen Nuklein-
s�ureeinheiten oder der Nukleins�ure-funktionalisierten
Acrylamid-Copolymere zur Herstellung eines Hydrogels
durch Bildung kooperativ stabilisierter Duplex-Nukleins�u-
ren mittels C-Ag+-C-Br�cken.[67] Die schaltbaren Hydrogel-
Lçsung-�berg�nge wurden durch Eliminierung der Ag+-
Ionen aus den Br�ckeneinheiten unter Verwendung von
Cysteamin erreicht.

Mesoporçse Materialien und besonders mesoporçse SiO2-
Nanopartikel (MP SiO2-NP) sind interessante Nanocontainer
mit großer Oberfl�che, die molekulare Substrate in den Poren
einschließen und als Systeme zum Wirkstofftransport dienen
kçnnen.[72, 73] Besonders interessant sind mit Substraten bela-
dene und durch „intelligente Tore“ verschlossene MP SiO2-
NPs, die in Gegenwart passender Auslçser die Tore çffnen

Abbildung 26. A) pH-gesteuerte Anordnung von DNA-Hydrogelen unter Verwendung eines i-Motivs als vernetzendes Element. B) Zyklisch schalt-
bare �berg�nge eines Nukleins�ure-modifizierten Acrylamid-Copolymers zwischen der Copolymer-Lçsung und G-Quadruplex-vernetzten Hydrogel-
zust�nden. K+-Ionen stabilisieren die durch den G-Quadruplex vernetzten Hydrogele, w�hrend eine Kronenether-induzierte Bindung der K+-Ionen
die G-Quadruplex-Einheiten trennt und zur Copolymer-Lçsung f�hrt. Die Bindung von H�min an die G-Quadruplex-Einheiten erzeugt ein Meerret-
tichperoxidase(HRP)-imitierendes DNAzym-Hydrogel, das die katalytische Oxidation von ABTS2� durch H2O2 zu ABTSC� vermittelt. C) Absorpti-
ons�nderungen w�hrend der zyklischen Aktivierung des DNAzym-Hydrogels in Richtung der Oxidation von ABTS2� : „AN“-Schalten durch Zugabe
von K+-Ionen; „AUS“-Schalten durch Zugabe des 18-Kronenethers (CE). Mit Genehmigung aus Lit. [70]. Copyright 2013 American Chemical Socie-
ty.
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und das Medikament abgeben. Bisher wurden verschiedene
Auslçser wie Licht,[74, 75] Redoxreaktionen,[75,76] katalytische
Prozesse,[77] pH[78] oder thermische Auslçser[79] verwendet, um
die Poren der MP SiO2-NPs aufzuschließen. Ein großer
Fortschritt kçnnte von der Entwicklung schaltbarer „Abde-
ckungen“ erwartet werden, da derart verschlossene Poren die
dosisabh�ngige Freisetzung von Wirkstoffen ermçglichen
kçnnten.

Die photoneninduzierte, schaltbare Freisetzung eines
Rhodamin-6G(Rh6G)-Substrats aus DNA-gesteuerten MP
SiO2-NPs wurde gezeigt (Abbildung 27 A).[80] Die MP SiO2-
NPs wurden mit der Nukleins�ure 85 modifiziert und ihre
Poren mit dem Rh6G-Substrat beladen. Die intern mit trans-
Azobenzol funktionalisierte Nukleins�ure 86a wurde ver-
wendet, um die Poren durch Hybridisierung mit den ober-
fl�chenverankerten Nukleins�ureeinheiten 85 abzudecken.
Die resultierenden Duplexe werden durch Basenpaarung und

die kooperative Interkalation der trans-Azobenzol-Einheiten
stabilisiert. UV-induzierte Photoisomerisierung der trans-
Azobenzol-Einheiten zum cis-Photoisomer 86 b destabili-
sierte die Duplexe, was zur Trennung der abdeckenden Du-
plexe und zur Freisetzung des in den Poren eingeschlossenen
Rh6G-Substrats f�hrte. Weitere Photoisomerisierung der cis-
Azobenzol-markierten DNA 86 b durch sichtbares Licht zum
trans-Azobenzol 86a stellte die abdeckenden Einheiten
wieder her und verhinderte die Freisetzung des Rh6G-Sub-
strats. Durch zyklische Photoisomerisierung der trans-Azo-
benzol-funktionalisierten Duplexkappen in den cis-Zustand
und zur�ck wurde die an- und ausschaltbare Freisetzung des
Rh6G-Substrats demonstriert (Abbildung 27B). F�r den
Einschluss des Chemotherapeutikums Doxorubicin mithilfe
der trans-Azobenzol-Kappen wurde die UV-gesteuerte, in-
trazellul�re Freisetzung des Medikaments nachgewiesen.[80]

Die pH-gesteuerte Abgabe eines in den MP SiO2-NPs
eingeschlossenen Substrats wurde unter Verwendung eines i-
Motiv-DNA-Quadruplexes als pH-sensitive Abdeckung de-
monstriert (Abbildung 28A).[81] Die C-reiche Nukleins�ure
87 wurde kovalent an die Oberfl�che von MP SiO2-NPs ge-
bunden und die Nanoporen bei pH 8.0 mit dem Substrat
Rhodamin B (RhB) beladen. Ans�uern des Systems auf
pH 5.0 f�hrte zur Bildung des i-Motivs, das das Substrat in der
Pore einschließt. Die �ffnung der Poren bei pH 8.0 und die
Umwandlung der i-Motiv-Kappen zu Random-Coil-Struktu-
ren setzte das Substrat frei. Durch den zyklischen Wechsel des
pH-Wertes im System zwischen sauren (pH 5.0) und basi-
schen (pH 8.0) Bedingungen wurde der schaltbare Einschluss
(„AUS“-Zustand) und die Freisetzung („AN“-Zustand) des
in den Poren gefangenen RhB gezeigt (Abbildung 28 B). Das
photonische Auslçsen von pH-�nderungen in der Lçsung
wurde weiter eingesetzt, um die MP SiO2-NP-Abdeckungen
zu çffnen und das in den Poren eingeschlossene Substrat
freizusetzen (Abbildung 28C).[82] Das System machte sich die
Tatsache zunutze, dass Malachitgr�n-Carbinol (MGC, 88 a)
eine photoinduzierte Dissoziation zum Carbokation (88b)
und OH�-Ionen eingeht, die sich im Dunkeln wieder zu MGC
(88 a) rekombinieren.[83] Dabei setzt die Bestrahlung des
Systems OH�-Ionen frei, wodurch die Lçsung basisch wird,
w�hrend die Rekombination der ionischen Produkte durch
Entfernen der OH�-Ionen zu einer sauren Lçsung f�hrt.
Demzufolge wurde die C-reiche Nukleins�ure 89 kovalent an
die Oberfl�che der MP SiO2-NPs gebunden. Das RuII-Tris-
bipyridin-Substrat, [Ru(bpy)3]

2+, wurde unter Beibehaltung
der Random-Coil-Konfiguration der 89-Ketten in die Poren
eingebracht. Ans�uern des Systems �berf�hrte die Nuklein-
s�urestr�nge 89 in die i-Motiv-Konfiguration, die die Poren
verschloss. In Gegenwart von MGC (88a) ermçglichten die
photonisch und thermisch gesteuerten pH-�nderungen eine
zyklische an- und ausschaltbare Freisetzung des Substrats
(Abbildung 28 D). Das System wurde sauren Bedingungen
ausgesetzt, worin die DNA-Kappen die i-Motiv-Konfigurati-
on beibehielten. Die durch UV-Licht ausgelçste Spaltung von
MGC neutralisierte das System, worauf die Auflçsung der
i-Motiv-Einheiten und die Freisetzung des Substrats [Ru-
(bpy)3]

2+ folgten. Die thermische Rekombination des Car-
bokations 88 b mit OH�-Ionen im Dunkeln s�uerte die
Lçsung erneut an und f�hrte zur Rekonfiguration der i-

Abbildung 27. A) Photoinduziertes Sperren und Entsperren mesoporç-
ser SiO2-NPs durch Nukleins�ure-Kappen (caps), die mit photoisome-
risierbaren Einheiten funktionalisiert wurden. Die mit trans-Azobenzol
modifizierte Nukleins�ure 86a hybridisiert mit den Nukleins�ure-Ein-
heiten 85, um Duplex-Kappen zu bilden. Photoisomerisierung der
trans-Azobenzol-Einheiten zu cis-Azobenzol trennt den Strang 86b ab,
f�hrt zur Entriegelung der Poren und der Freisetzung des eingeschlos-
senen Substrats (Rh6G). B) Fluoreszenz�nderungen durch die photo-
induzierte zyklische Freisetzung aus den Poren und Blockierung von
Rh6G in den Poren. Mit Genehmigung aus Lit. [80]. Copyright 2012
American Chemical Society.
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Motiv-Abdeckungen. Durch zyklische „AN“- und „AUS“-
Bestrahlung des Systems wurde die „AN“- bzw. „AUS“-
schaltbare Freisetzung des Substrates erreicht.

Eine interessante Anwendung der Ionen-gesteuerten
Bildung und Dissoziation von Nukleins�ure-Duplexen nutzt
den Hg2+-kontrollierten Ionenfluss durch einzelne Nanoka-
n�le.[84] Konische Nanokan�le wurden durch eine asymme-
trische �tztechnik hergestellt und die Kan�le mit Gold ge-
sputtert. Die Thymin-reiche Random-Coil-Nukleins�ure 90
wurde kovalent an die Goldoberfl�che, die die Kan�le aus-
kleidet, gebunden und blockiert auf diese Weise die Poren
(Abbildung 29 A).[84a] In Anwesenheit von Hg2+-Ionen wurde
die Nukleins�ure 90 versteift und zu durch T-Hg2+-T-Br�cken
stabilisierten Duplex-Haarnadelstrukturen komprimiert, was
zur �ffnung der Poren f�hrte. Dabei lieferten die von DNA-
Strang 90 blockierten Poren einen geringen Ionenstrom,

w�hrend die durch Hg2+-Ionen stimulierte �ffnung der Poren
einen starken Ionenstrom nach sich zog. Durch die zyklische
Behandlung der modifizierten Poren mit Hg2+-Ionen/Cystein
wurde der Ionenstrom �ber die Pore zwischen „AN“ bzw.
„AUS“-Zust�nden umgeschaltet (Abbildung 29B).

Der Aktivierung von Enzym- oder Enzym/DNAzym-
Kaskaden findet zunehmendes Interesse in der Nanobio-
technologie.[85] Besonders die Organisation von Enzymen auf
DNA-Ger�sten wurde als generelles Mittel angesehen, um
biokatalytische Kaskaden anzutreiben. Die photochemisch
gesteuerte Bildung oder Dissoziation von doppelstr�ngigen
Nukleins�uren mittels photoisomerisierbarer Azobenzol-
Einheiten wurde genutzt, um biokatalytische Kaskaden oder
Enzym/DNAzym-Kaskaden umzuschalten (Abbil-
dung 30).[86] Meerrettichperoxidase (HRP) wurde mit Nuk-
leins�ure 91 modifiziert und Glucoseoxidase mit Nuklein-

Abbildung 28. A) Die pH-induzierte, zyklische Freisetzung und Blockierung eines Fluoreszenzfarbstoffs (RhB) mithilfe eines i-Motivs als verrie-
gelnde/entriegelnde Schleuseneinheit. B) Zeitabh�ngige Fluoreszenz�nderungen w�hrend der pH-schaltbaren Freisetzung von RhB aus den meso-
porçsen SiO2-NPs: pH 5.0 „AUS“-geschalteter Zustand; pH 8.0 „AN“-geschalteter Zustand. Mit Genehmigung aus Lit. [81]. Copyright 2011
Oxford University Press. C) pH-�nderungen in der Lçsung, ausgelçst durch die Photoanregung von Malachitgr�n (88a), verursachen die schaltba-
re, lichtinduzierte Dissoziation der verriegelnden i-Motive und Freisetzung des eingeschlossenen Fluoreszenzsubstrats [Ru(bpy)3]

2+ und die umge-
kehrte Verriegelung der Poren durch Rekombination des Carbokations 88 b mit dem OH�-Photoprodukt im Dunkeln. D) Zyklische Fluoreszenz-
�nderungen nach Entriegelung der i-Motiv-Abdeckungen �ber die photoinduzierte Dissoziation von Malachitgr�n (88 a) und reversiblem Wieder-
verschluss der Poren mit den i-Motiv-Einheiten durch Rekombination des Carbokations 88 b und der OH�-Photoprodukte. Mit Genehmigung aus
Lit. [82]. Copyright 2012 Wiley-VCH.
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s�ure 92, die zu Strang 91 teilweise komplement�r war und
photoisomerisierbare cis-Azobenzol-Anh�nge enthielt.
Unter diesen Bedingungen konnte der cis-Azobenzol-modi-
fizierte Strang 92 nicht mit Strang 91 hybridisieren, und die
beiden Enzyme konnten nicht miteinander kommunizieren.
Photoisomerisierung der cis-Azobenzol-Anh�nge zu trans-
Azobenzol durch sichtbares Licht (l = 450 nm) resultierte in
der kooperativen Stabilisierung des Doppelstrangs aus 91 und
92 (Abbildung 30). Die Bildung des Duplex 91/92 f�hrte zur
sterischen Ann�herung zwischen GOx und HRP, wodurch die
Zwei-Enzym-Kaskade aktiviert wurde. Die GOx-vermittelte
aerobe Oxidation von Glucose lieferte Glucons�ure und
H2O2. Letzteres fungierte als Substrat f�r das Enzym HRP,
das die H2O2-induzierte Oxidation von ABTS2� zum farbigen
Produkt ABTSC� katalysierte. Die große sterische N�he zwi-
schen GOx und HRP verursachte eine hohe lokale Konzen-
tration an H2O2, dem Substrat von HRP, wodurch die Zwei-
Enzym-Kaskade wirksam aktiviert werden konnte. Durch die
photochemische Isomerisierung der trans-Azobenzol-Ein-
heiten zum cis-Zustand wurde der Duplex, der die beiden
Enzyme zusammenh�lt, gespalten und f�hrte zum „AUS“-
Schalten der Zwei-Enzym-Kaskade.

4. Zusammenfassung und Ausblick

Signalgesteuerte DNA-Schalter bilden eine große Klasse
wichtiger funktioneller Materialien f�r nanobiotechnologi-
sche Anwendungen. Verschiedene externe Auslçser wie
Metallionen, pH, Licht oder elektrische Stimuli wurden ein-
gesetzt, um die DNA-Schalter zu bedienen, und sowohl der
Betrieb in Lçsung als auch auf Oberfl�chen wurde demon-
striert. Obwohl erhebliche Fortschritte in der Entwicklung
von DNA-Schaltern und deren praktischen Anwendung er-
reicht wurden, liegen noch wichtige Herausforderungen vor
uns. Die Einf�hrung zus�tzlicher Auslçser, wie andere Me-
tallionen (z.B. durch den Einbau synthetischer Basen in die
DNA, Ligandoside)[87] oder die Verwendung von Aptamer-
Substrat-Komplexen,[88] kçnnten die Anwendungsmçglich-
keiten dieser molekularen Maschinen erweitern. Auch die
Entwicklung zus�tzlicher Auslesesignale, um die Schaltsys-
teme zu untersuchen, wie resonanter Chemilumineszenz-
energietransfer (CRET),[89] Oberfl�chenplasmonenresonanz
(SPR)[90] und die dynamische Rastersondenmikroskopie,
kçnnten neue Werkzeuge zur Bildgebung liefern.[91]

Abbildung 29. A) Mittels Hg2+-Ionen/Cystein schaltbare �ffnung und
Schließung von Nanoporen. B) Schaltbare Ionenstrçme in Gegenwart
von geschlossenen Nanoporen (geringer Strom) oder offenen Nano-
poren (hoher Strom). Mit Genehmigung aus Lit. [84a]. Copyright 2013
Royal Society of Chemistry.

Abbildung 30. Eine photoinduzierte Zwei-Enzym-Kaskade unter Ver-
wendung einer Glucoseoxidase (GOx), funktionalisiert mit einer trans-
Azobenzol-modifizierten Nukleins�ure 91, und einer mit Nukleins�ure
92 modifizierten Meerrettichperoxidase (HRP). Der durch trans-Azo-
benzol stabilisierte Duplex 91/92 f�hrt zur Aktivierung der Zwei-
Enzym-Kaskade. Photoisomerisierung der trans-Azobenzol-Einheiten in
den cis-Azobenzol-Zustand resultiert in der Trennung des Duplex und
der Blockierung der Zwei-Enzym-Kaskade. Mit Genehmigung aus
Lit. [86]. Copyright 2011 American Chemical Society.
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Die Anwendung von DNA-Schaltern stellt eine große
wissenschaftliche und technologische Herausforderung dar,
doch kann man sich den Nutzen dieser Systeme f�r die Ent-
wicklung innovativer photonischer Nanostrukturen, f�r eine
„intelligente“ Nanomedizin und die kontrollierte chemische
Synthese vorstellen. Von der Schaltung und Rekonfiguration
von DNA-Maschinen mit metallischen Nanopartikeln[92] oder
Fluorophor-Metallnanopartikel-Konjugaten[93] wird erwartet,
dass sie zu interessanten plasmonischen Ph�nomenen wie
einer interpartikul�ren plasmonischen Kopplung oder ober-
fl�chenverst�rkter Fluoreszenz f�hren. Insbesondere sind
schaltbare plasmonische Maschinen geplant, die als Anten-
nen fungieren.[94] Ebenso bestehen erstaunliche Mçglichkei-
ten f�r die Anwendung der reizgesteuerten schaltbaren
DNA-Maschinen zur Abbildung intrazellul�rer Nanoumge-
bungen und der Untersuchung der Dynamik intrazellul�rer
Transformationen. Zum Beispiel kçnnten pH-gesteuerte
DNA-Schalter sowie begleitende Fluoreszenz�nderungen
und die Freisetzung von Nukleins�urestr�ngen f�r die Auf-
zeichnung r�umlicher und zeitlicher pH-�nderungen in
Zellen[95] bzw. zum Ausschalten sch�dlicher Gene[96] einge-
setzt werden. Auch die Entwicklung schaltbarer Wirkstoff-
container im Nano- oder Mikrometermaßstab mit DNA als
schaltbarer Matrix f�r die langsame oder dosisabh�ngige
Freisetzung von Medikamenten ist ein anspruchsvolles Ziel
f�r die Zukunft. Die Anordnung schaltbarer DNA-Hydro-
gele,[65] DNA-bedeckter mesoporçser Nanomaterialien mit
Schranken aus Nukleins�ureschaltern[97] sowie die Entwick-
lung schaltbarer DNA-Schalter und reizgesteuerter DNA-
Mikrokapseln[98] bieten interessante Zug�nge. Besonders
wichtig w�re die Herstellung schaltbarer Nano-/Mikro-Car-
rier, die von Biomarkern ausgelçst werden. Solche Systeme
kçnnten als reizgesteuerte Matrix auf zellul�re Umgebungen
zielen.

Schließlich kçnnte die schaltbare Freisetzung von Sub-
straten aus reizgesteuerten Beh�ltern zur programmierten
Synthese von Produkten durch selektive und schrittweise
�ffnung der entsprechenden Beh�lter eingesetzt werden.
Offensichtlich ist das Feld der DNA-Schalter ein entwick-
lungsf�higes Forschungsgebiet, das interdisziplin�re For-
schungsbem�hungen mit außerordentlicher Bedeutung f�r
die Materialwissenschaft, Sensorentwicklung, intrazellul�re
Bildgebung, Nanomedizin und programmierte chemische
Synthese anziehen wird.

Unsere Forschungen zur DNA-Nanotechnologie werden durch
den NanoSensoMach ERC Advanced Grant No. 267574 im
Rahmen des EC FP7/2007–2013 Program unterst�tzt.
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