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Abstract: Tenside mit fluorierten Kohlenstoffketten stellen eine
vielversprechende milde Alternative zu konventionellen, voll-
st�ndig hydrierten Detergentien f�r die Solubilisierung und
Handhabung integraler Membranproteine dar. Aufgrund ihrer
Inertheit gegen�ber Lipidmembranen blieben sie bisher aber
von beschr�nktem Nutzen f�r solche Anwendungen, in denen
eine detergens�hnliche Aktivit�t bençtigt wird. Hier zeigen wir,
dass Fluorierung an sich Detergensaktivit�t nicht ausschließt,
wie an einem als F6OM bezeichneten fluorierten Octylmalto-
sid-Derivat veranschaulicht wird. Diese nichtionische Verbin-
dung wechselwirkt mit und solubilisiert Phospholipidvesikel in
detergens�hnlicher Weise, ohne jedoch die Membranordnung
unterhalb der Solubilisierungsgrenze zu beeintr�chtigen. Dank
dieser sanften und un�blichen Detergensaktivit�t ist F6OM im
Gegensatz zu einem lipophoben fluorierten Tensid in der Lage,
die funktionelle R�ckfaltung eines integralen Membranenzyms
durch Fçrderung der Membraninsertion in Abwesenheit von
Mizellen zu unterst�tzen.

Die meisten In-vitro-Ans�tze zur Gewinnung und Hand-
habung von Membranproteinen sind auf Detergentien ange-
wiesen, also auf oberfl�chenaktive Verbindungen, die mit
Lipiddoppelschichtmembranen wechselwirken und diese bei

ausreichend hoher Konzentration auflçsen.[1] Mit Detergen-
tien gelçste Proteine kçnnen dann gereinigt und biochemi-
schen, biophysikalischen oder strukturellen Untersuchungen
unterzogen[2] oder in k�nstliche Membranen rekonstituiert
werden.[3, 4] Allerdings resultiert der Kontakt mit Detergen-
tien durch Aufbrechen stabilisierender Wechselwirkungen
innerhalb des Proteins oder mit Lipidmolek�len oft im irre-
versiblen Verlust der nativen Proteinstruktur und -funkti-
on.[5, 6] In den vergangenen Jahren wurden verst�rkt Bem�-
hungen unternommen, neue Amphiphile zu entwickeln, die
konventionelle Detergentien bei der Solubilisierung von
Membranproteinen ersetzen kçnnen, ohne deren Integrit�t
zu beeintr�chtigen.[7] Erw�hnenswerte Beispiele sind so ge-
nannte Lipid-Nanodiscs, die von Ger�stproteinen[8] oder
Styrol-Maleins�ure-Copolymeren[9] umgeben sind, als Am-
phipole bezeichnete amphiphile Polymere,[10] „Tripod-Am-
phiphile“[11] und fluorierte Tenside.[12–14] Letztere behalten die
vorteilhaftesten Eigenschaften hydrierter Detergentien, um-
gehen aber viele ihrer Einschr�nkungen.[7] In Analogie zur
schlechten Mischbarkeit fluorierter und hydrierter Kohlen-
stoffverbindungen wird erwartet, dass Kontakte zwischen
fluorierten Tensidschw�nzen und Kohlenwasserstoffresten
von Proteinen und Lipiden ung�nstig sind, sodass strukturell
und funktionell wichtige Protein/Protein- sowie Protein/
Lipid-Wechselwirkungen nicht aufgebrochen werden.[12,13]

Dar�ber hinaus sind fluorierte Kohlenstoffketten wesentlich
sperriger als deren hydrierte Pendants, was sie davon abh�lt,
zwischen die Transmembrandom�nen der Proteine einzu-
dringen.[7, 12]

Die Besonderheit fluorierter Kohlenstoffketten, sowohl
hydrophob als auch lipophob zu sein, dient nicht nur der
Pr�vention von Denaturierung und Delipidierung von Pro-
teinen, sondern f�hrt auch dazu, dass fluorierte Tenside meist
nur schwerlich in der Lage sind, Membranen aufzulçsen,[13–18]

sofern sie keine aggressive, ionische Kopfgruppe besitzen.[19]

Hier zeigen wir, dass nichtionische fluorierte Tenside entge-
gen dieser Annahme wirkungsvolle, jedoch milde Detergen-
tien sein kçnnen. Der Vergleich zweier Verbindungen mit
derselben fluorierten Kohlenstoffkette, aber unterschiedli-
chen Kopfgruppen offenbart, dass Fluorierung an sich keine
Lipophobie garantiert. Stattdessen sind es die Eigenschaften
der polaren Kopfgruppe im Zusammenspiel mit einer flu-
orierten Kohlenstoffkette, die �ber Detergensaktivit�t – oder
deren Abwesenheit – entscheiden. W�hrend dies zum einen
zur Vorsicht beim Einsatz fluorierter Tenside in Experimen-
ten mahnt, f�r die Membranstabilit�t essentiell ist,[20–22] bietet
es zum anderen die Mçglichkeit einer gezielten Verwendung
in biochemischen Ans�tzen, die Detergensaktivit�t verlan-
gen, ohne dabei auf konventionelle, Kohlenwasserstoff-ba-
sierte Detergentien angewiesen zu sein.

[*] E. Frotscher, B. Danielczak, Dr. C. Vargas, Prof. S. Keller
Molekulare Biophysik, Technische Universit�t Kaiserslautern
Erwin-Schrçdinger-Straße 13, 67663 Kaiserslautern (Deutschland)
E-Mail : mail@sandrokeller.com

Priv.-Doz. A. Meister
Mitteldeutsches Zentrum f�r Struktur und Dynamik der Proteine
(MZP), Martin-Luther-Universit�t Halle-Wittenberg, Biozentrum
Weinbergweg 22, 06120 Halle, Saale (Deutschland)

Dr. G. Durand
Equipe Chimie Bioorganique et Syst�mes Amphiphiles
Universit� d’Avignon et des Pays de Vaucluse
33 rue Louis Pasteur, 84000 Avignon, Frankreich
und
Institut des Biomol�cules Max Mousseron
UMR 5247 CNRS-UMENSCM
15 avenue Charles Flahault, 34093 Montpellier Cedex 05 (Frank-
reich)

[**] Wir danken Prof. Dr. Heiko Heerklotz und Sara Hovakeemian
(Universit�t Toronto) und Dr. Harald Kelm (Technische Universit�t
Kaiserslautern) f�r Zugang zu und Hilfe mit zeitaufgelçster Fluo-
reszenz- bzw. NMR-Spektroskopie sowie Markus Fleisch, Michaela
Herrmann, Jessica Klement und Sebastian Unger (Technische
Universit�t Kaiserslautern) f�r hervorragende experimentelle Mit-
hilfe. Diese Arbeit wurde vom Deutschen Akademischen Aus-
tauschdienst (DAAD) mit Projekt Nr. 56041134 und von der Deut-
schen Forschungsgemeinschaft (DFG) im Rahmen der Internatio-
nal Research Training Group (IRTG) 1830 finanziell unterst�tzt.

Hintergrundinformationen zu diesem Beitrag sind im WWW unter
http://dx.doi.org/10.1002/ange.201412359 zu finden.

.Angewandte
Zuschriften

5158 � 2015 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim Angew. Chem. 2015, 127, 5158 –5162

http://dx.doi.org/10.1002/anie.201412359
http://dx.doi.org/10.1002/ange.201412359
http://dx.doi.org/10.1002/ange.201412359


Zun�chst verglichen wir die Selbstorganisation und
Membransolubilisierung von 3,3,4,4,5,5,6,6,7,7,8,8,8-Trideca-
fluor-n-octyl-b-d-maltopyranosid (F6OM) und 3,3,4,4,5,5,6,6,
7,7,8,8,8-Tridecafluor-n-octylphosphocholin (F6OPC), die
beide eine Octylkette mit einem perfluorierten terminalen
Hexylsegment tragen (Abbildung 1). Nichtionisches F6OM
lagerte sich zu l�nglichen, st�bchenfçrmigen Mizellen zu-
sammen, die mittels Transmissionselektronenmikroskopie
(Abbildung 2a) beobachtbar waren, w�hrend zwitterioni-

sches F6OPC kleine kugelfçrmige Mizellen bildete, wie mit-
tels dynamischer Lichtstreuung gefunden wurde (Abbil-
dung S1 in den Hintergrundinformationen). Dies steht im
Gegensatz zu einem F6OPC-Analogon, das zwei weitere CF2-
Gruppen tr�gt und Doppelschichtmembranen ausbildet.[23]

Unter den in unseren Experimenten vorhandenen Bedin-
gungen betrugen die kritischen Mizellbildungskonzentratio-
nen von F6OM und F6OPC 0.7 mm bzw. 2.9 mm, wie durch
kalorimetrische Demizellisierungstitrationen[24] (Abbil-
dung S2) gezeigt und durch 19F-NMR-Spektroskopie[16] (Ab-
bildung S3) best�tigt wurde. Bei 25 8C resultierte die Zugabe
von mizellarem F6OM zu großen unilamellaren Vesikeln
(LUVs) des Phospholipids 1-Palmitoyl-2-oleyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (POPC) in zwar langsamer, aber stetiger Sol-
ubilisierung, die sich in einer Abnahme der Lichtstreuinten-
sit�t bemerkbar machte (Abbildung 2b). Die Solubilisierung
von 0.1 mm POPC-LUVs durch 2 mm F6OM bençtigte bei
25 8C mehrere Tage, konnte aber durch Erhçhung der Ten-
sidkonzentration auf 10 mm (Abbildung 2 b) oder der Tem-
peratur auf 60 8C (Abbildung 2c) merklich beschleunigt
werden. Im Gegensatz dazu wurde die Vesikelstabilit�t durch
F6OPC selbst bei 60 8C und einer Tensidkonzentration von
20 mm nicht beeintr�chtigt (Abbildung 2c), was in �berein-
stimmung mit der schwachen Membransolubilisierungseffi-
zienz l�ngerkettiger Analoga steht.[15] Diese Unterschiede in
der F�higkeit zur Membransolubilisierung erkl�ren die Be-
obachtung, dass F6OPC im Gegensatz zu F6OM mit freiste-
henden Lipidmembranen kompatibel ist.[20]

Eine systematische Untersuchung des Solubilisierungs-
verhaltens und der supramolekularen Organisation von
POPC/F6OM-Mischungen war durch Messung der Licht-
streuintensit�t in Abh�ngigkeit der Konzentration beider
Komponenten mçglich (Abbildung 3a).[25] Die f�r den
Beginn und die Vervollst�ndigung der Solubilisierung benç-
tigten F6OM-Konzentrationen stiegen linear mit der POPC-
Konzentration. Dies erlaubte die Erstellung eines Phasen-
diagramms,[26] in dem ein Koexistenzbereich zwei Konzen-
trationsbereiche trennt, in denen entweder ausschließlich
mizellare oder nur Doppelschichtstrukturen existieren (Ab-
bildung 3 b). Aus den Steigungen der Phasengrenzen konnte
abgeleitet werden, dass die Solubilisierung bei einem molaren
F6OM/POPC-Verh�ltnis von 1.0 in der Membran eintritt und
bei einem molaren Verh�ltnis von 3.0 in den Mischmizellen
abgeschlossen ist. Davon ausgehend berechneten wir die
�nderungen in der Freien Gibbs-Enthalpie beim Transfer
von POPC in Mizellen bzw. von F6OM in Vesikel, die ledig-
lich 1.7 kJ mol�1 bzw. 1.0 kJ mol�1 betragen. Diese Werte sind
denen �hnlich, die f�r typische Detergentien ermittelt wurden
(Tabelle S1), aber sehr verschieden von denen eines „mem-
branophoben“ Lipopeptids.[27] Mittels 31P- und 19F-NMR-
Spektroskopie konnte der gemeinsame Transfer von POPC
und F6OM aus Doppelschichten in Mizellen best�tigt werden.
Aufgrund der langsamen Rotationsdiffusion von LUVs
wurde das 31P-Signal in vesikul�ren POPC-Suspensionen bis
unter die Nachweisgrenze verbreitert.[28] Erst nach Solubili-
sierung durch F6OM konnte ein scharfes isotropes Signal
detektiert werden, das nach vollst�ndigem Transfer von
POPC in Mizellen konstant blieb (Abbildung 3c,e). In 19F-
NMR-Spektren[16] �ußerte sich der Eintritt der Lipidsolubi-

Abbildung 1. Chemische Strukturformeln von F6OM und F6OPC.

Abbildung 2. Differenzielle Solubilisierung von Lipidvesikeln durch flu-
orierte Tenside. a) Transmissionselektronenmikroskopiebild nach Ne-
gativkontrastierung von 1 mm F6OM. Pfeile deuten auf st�bchenfçrmi-
ge Mizellen. b) Kinetik der Vesikelsolubilisierung bei 25 8C anhand der
Lichtstreuintensit�t, I, als Funktion der Zeit, t. 0.1 mm POPC in Form
von LUVs wurde mit 2 mm (schwarze Kurve) oder 10 mm (graue
Kurve) F6OM inkubiert. Horizontale Linien geben mittlere Intensit�ten
reiner POPC-LUVs (gestrichelt) oder reiner F6OM-Mizellen (gepunktet)
in den entsprechenden Konzentrationen wieder. Einschub: Intensit�ts-
gewichtete Partikelgrçßenverteilungen unmittelbar (grau) oder 60 h
(hellgrau) nach Zugabe von 10 mm F6OM zu 0.1 mm POPC-LUVs
(siehe Pfeile im Hauptbild). c) Solubilisierungskinetik bei 60 8C anhand
von I als Funktion von t. 0.1 mm POPC-LUVs wurden mit 2 mm F6OM
(schwarz) oder 20 mm F6OPC (grau) gemischt.
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lisierung in einer Hochfeldverschiebung des Signals der CF3-
Gruppe von F6OM, das sich infolge der Ver�nderung der
Zusammensetzung der Mischmizellen mit steigender F6OM-
Konzentration noch weiter verschob (Abbildung 3d,e).

Schnelle Vesikelsolubilisierung bei erhçhten Temperatu-
ren wurde durch thermisch induzierte Membrandestabilisie-
rung und beschleunigte Translokation des Detergens er-

kl�rt.[25, 29] Wir f�hrten Aufnahme- und Freisetzungsversuche
mit isothermer Titrationskalorimetrie durch, um diese Hy-
pothese f�r F6OM zu �berpr�fen und die Thermodynamik
seiner Wechselwirkungen mit Lipidmembranen aufzuschl�s-
seln (Abbildung 4a,c). Die Auswertung der so erhaltenen
Isothermen (Abbildung 4b,d) im Rahmen eines Membran/
Wasser-Verteilungsgleichgewichtes[30] ergab, dass F6OM sich
mit freien Transferenthalpien von �25.3 kJmol�1 bei 25 8C
und �29.0 kJmol�1 bei 60 8C in POPC-Membranen einlagert
(Tabelle S2) und dass der zug�ngliche Lipidanteil mit zu-
nehmender Temperatur deutlich steigt (Tabelle S3). Dies
deutet darauf hin, dass F6OM bei 60 8C z�gig zwischen beiden
Membranschichten hin- und herwechseln kann, was bei 25 8C
nicht der Fall ist, und dass dieser Unterschied f�r die Tem-
peraturabh�ngigkeit der Solubilisierungskinetik verantwort-
lich ist (Abbildung 2b,c). Im Gegensatz dazu zeigten sich f�r
F6OPC nur sehr kleine Verd�nnungsw�rmen (nicht gezeigte
Daten), was auf die Abwesenheit beachtenswerter Wechsel-
wirkungen mit POPC-Membranen hinweist.

Um den Mechanismus der F6OM-getriebenen Mem-
bransolubilisierung aufzukl�ren, nahmen wir zeitaufgelçste
Messungen der Fluoreszenzanisotropie vor.[31] Die Titration
von Phospholipidmembranen mit einem hydrierten Deter-

Abbildung 3. Solubilisierung von POPC-Vesikeln als Funktion der
F6OM-Konzentration. a) 908-Lichtstreuintensit�t, I, von POPC-LUVs,
die ansteigenden Konzentrationen von F6OM ausgesetzt wurden.
Pfeile markieren Datenpunkte, die f�r die Erstellung des Phasendia-
gramms verwendet wurden. b) POPC/F6OM-Phasendiagramm, das
Konzentrationsbereiche mit ausschließlich vorhandenen Doppelschich-
ten (d), Mizellen (m), oder beiden (m +d) eingrenzt. Die Phasengren-
zen (Geraden mit Parametern) sind lineare Anpassungen an die aus
(a) gewonnenen Konzentrationspaare (Kreise). c) 31P-NMR-Spektren
von 2 mm POPC-LUVs, die mit den angezeigten Konzentrationen an
F6OM in 90% H2O/10% D2O gemischt wurden. d) 19F-NMR-Spektren
derselben Proben, die die CF3-Resonanz von F6OM zeigen. Zur besse-
ren Veranschaulichung wurde die vertikale Skalierung f�r verschiedene
F6OM-Konzentrationen angepasst. e) 31P-NMR-Signalintensit�ten, I
(schwarz), und chemische Verschiebungen der 19F-NMR-CF3-Resonanz,
dp (grau), als Funktion der F6OM-Konzentration. Graue Linien zeigen
die aus dem Phasendiagramm in (b) ermittelten Phasengrenzen. Um
Gleichgewichtseinstellung zu gew�hrleisten, wurde jede Probe f�r
30 min bei 60 8C inkubiert, bevor Messungen bei 25 8C durchgef�hrt
wurden.

Abbildung 4. Membranverteilung und -translokation von F6OM anhand
von ITC-Messungen. a) Aufnahme- und Freisetzungsthermogramme
bei 25 8C, in denen die differenzielle Heizleistung, Dp, gegen die Zeit,
t, aufgetragen ist. Zur Veranschaulichung sind nur 11 von 30 Injektio-
nen gezeigt. b) Entsprechende Isothermen mit experimentellen
(Kreise) und angepassten (Linien) Werten der integrierten und nor-
mierten Reaktionsw�rme, Q, aus denen sich ein zug�nglicher POPC-
Anteil von 0.22 ergibt. c) Aufnahme- und Freisetzungsthermogramme
bei 60 8C mit 10 von 30 gezeigten Injektionen. d) Entsprechende Iso-
thermen mit experimentellen (Kreise) und angepassten (Linien) Q-
Werten, die in einem zug�nglichen POPC-Anteil von 0.65 resultieren.
POPC war jeweils in einer Konzentration von 60 mm in der Spritze vor-
handen, w�hrend die F6OM-Konzentration in Aufnahmeversuchen
0.3 mm in der Probenzelle und in Freisetzungsversuchen 3 mm in der
Spritze betrug. Bei diesen Konzentrationen war gew�hrleistet, dass
ausschließlich Doppelschichten und keine Mizellen vorhanden waren.
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gens mit polarer Kopfgruppe f�hrt zu einem fortschreitenden
Anstieg der Unordnung der Fetts�ureketten, was sich in
�nderungen in der Dynamik der Fluoreszenzsonde 1,6-Di-
phenyl-1,3,5-hexatrien (DPH) im Nanosekundenbereich be-
merkbar macht.[32] Bei 20 8C lçsen sich POPC-Doppel-
schichten auf, wenn die limitierende DPH-Anisotropie auf
einen Grenzwert von ca. 0.01 sinkt, und zwar unabh�ngig von
der chemischen Natur des Detergens.[33] Im Gegensatz zu
diesem „homogenen“ Mechanismus der Solubilisierung
kçnnen manche Lipopeptide und Detergentien, deren polare
und unpolare Reste nicht klar voneinander getrennt sind,
Membranen „heterogen“ solubilisieren, indem sie sich in der
Lipidmatrix zu Clustern zusammenlagern und eine Solubili-
sierung ohne wesentliche �nderung der Membranordnung
bewirken.[33] Letzteres wurde auch f�r F6OM beobachtet, das
vor Eintritt der Solubilisierung nur geringe �nderungen in
der limitierenden Anisotropie hervorrief (Abbildung 5). Bei

weiterer Zugabe von F6OM stieg die limitierende Anisotrope
stetig an, bis sie schließlich nach vollst�ndiger Solubilisierung
auf konstantem Niveau verharrte. Die verringerte Rotati-
onsfreiheit von DPH in Mizellen erkl�rt sich aus deren
st�bchenfçrmiger Morphologie (Abbildung 2a) und dem
entsprechend großen hydrodynamischen Durchmesser (Ab-
bildung S1). Lipophobes F6OPC hatte hingegen keinen
Effekt auf POPC-Membranen, was sich in seinem vernach-
l�ssigbaren Einfluss auf alle untersuchten Fluoreszenzpara-
meter niederschlug (Abbildung S4).

Die �bertragung von Bacteriorhodopsin oder des Cyto-
chrom-b6f-Komplexes aus hydrierten Detergentien in ein
F6OM-Analogon mit einer zus�tzlichen CH2-Gruppe erhçht
die Stabilit�t und Aktivit�t beider Proteine.[34] Hierf�r ist
zwar Selbstorganisation des fluorierten Tensids zur Bildung
einer membranmimetischen Umgebung erforderlich, nicht
aber Lipophilie oder Detergensaktivit�t. Um beispielhaft zu
verdeutlichen, wie letztere f�r Membranprotein-Anwendun-
gen genutzt werden kçnnen, verglichen wir die Einfl�sse von
F6OM und F6OPC auf die R�ckfaltung der Außenmembran-
Phospholipase A (OmpLA) zur Erzeugung enzymatisch ak-
tiver Proteoliposomen. OmpLA stellt ein exzellentes Mo-
dellmembranprotein f�r Faltungsstudien dar;[35] allerdings
kann ihr in Harnstoff entfalteter Zustand ohne chemische
oder molekulare Chaperone nicht in LUVs zur�ckgefaltet
werden, die aus langkettigen Phospholipiden bestehen.[36]

Mithilfe von Gelverschiebungs-Densitometrie (Abbil-
dung 6a) und eines kolorimetrischen Phospholipase-Tests[37]

(Abbildung S5) stellten wir fest, dass das fluorierte Detergens
F6OM in der Lage ist, die funktionelle R�ckfaltung von
OmpLA in POPC-LUVs konzentrationsabh�ngig und ohne
Notwendigkeit mizellarer Strukturen zu unterst�tzen (Ab-
bildung 6 b). Dabei war es wesentlich effektiver als F6OPC,
das ausschließlich in mizellarer Form einen zwar signifikan-
ten, aber doch moderaten Effekt hatte, was mit einem vor-
hergehenden Bericht �bereinstimmt.[20]

Die Lipophobie fluorierter Tenside machte sie zu einem
beliebten Mittel f�r den kontrollierten Einbau von Mem-
branproteinen in vorgeformte Lipiddoppelschichten,[20, 21] er-

Abbildung 5. Effekte von F6OM auf die Membranordnung anhand zeit-
aufgelçster Fluoreszenzanisotropie. a) Repr�sentative Abklingkurven
der Fluoreszenzanisotropie, r, von 3.33 mm DPH in 2 mm POPC-LUVs
in Abwesenheit (schwarz) oder Anwesenheit von 4 mm (blau) oder
10 mm (gr�n) F6OM. Monoexponentielle Anpassungen (durchgehende
Linien) ergaben limitierende Anisotropien als asymptotische Werte.
b) Limitierende DPH-Anisotropie, r1 (rot), und 908-Lichtstreuintensi-
t�t, I (schwarz), als Funktionen der F6OM-Konzentration. Graue Linien
zeigen von I abgeleitete Phasengrenzen und Fehlerbalken stehen f�r
95%-Vertrauensbereiche. Um Gleichgewichtseinstellung zu gew�hrleis-
ten, wurde jede Probe f�r 30 min bei 60 8C inkubiert, bevor Messungen
bei 20 8C durchgef�hrt wurden.

Abbildung 6. R�ckfaltung von OmpLA in POPC-Vesikel in Anwesenheit fluorierter Tenside. a) Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gel von
OmpLA, die aus 8m Harnstoff in 4 mm POPC-LUVs mit verschiedenen Konzentrationen von F6OM oder F6OPC zur�ckgefaltet wurde. Als Kontrol-
le (zweite Spur) wurde OmpLA f�r 10 min bei 97 8C gekocht. b) Anteil an r�ckgefalteter OmpLA in Abh�ngigkeit der Konzentration an fluoriertem
Tensid, cFT, f�r F6OM (schwarz) und F6OPC (grau) aus densitometrischer Quantifizierung von Gelen wie dem in (a) gezeigten. F�r beide Tenside
wurden Konzentrationen im submizellaren Bereich, in dem nur Doppelschichten vorhanden sind (geschlossene Symbole), sowie Konzentrationen
im Koexistenzbereich, also in Anwesenheit von Mizellen und Doppelschichten (offene Symbole), getestet. Die Konzentrationsbereiche f�r F6OM
und F6OPC wurden dem Phasendiagramm (Abbildung 3b) bzw. Demizellisierungsexperimenten (Abbildung S2c,d und Abbildung S3c,d) entnom-
men. Fehlerbalken geben Standardabweichungen aus drei unabh�ngigen Experimenten an.
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schwerte aber auch ihre Anwendung in Situationen, in denen
eine detergens�hnliche Aktivit�t erw�nscht oder sogar es-
sentiell ist. Unsere Ergebnisse zeigen, dass Fluorierung und
Detergensaktivit�t sich nicht gegenseitig ausschließen und
dass ein fluoriertes Detergens unter Bedingungen, in denen
milde Wechselwirkungen mit der Membran sich als vorteil-
haft gegen�ber der Inertheit lipophober fluorierter Tenside
erweisen, die funktionelle R�ckfaltung eines Membranpro-
teins ermçglicht. Obschon die entscheidenden Eigenschaften
durch systematische Struktur-Aktivit�ts-Beziehungen erst
noch aufgekl�rt werden m�ssen, legen die hier gezeigten
Befunde nahe, dass die Kopfgruppenchemie zur Einstellung
der Balance zwischen Lipophobie und Detergensaktivit�t
genutzt werden kann, um fluorierte Tenside einem breiten
Bereich neuer Anwendungen zug�nglich zu machen.

Stichwçrter: Biomembranen · Liposomen · Mizellen · Proteine ·
Tenside
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