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Kurzzusammenfassung

Die konfokale Fluoreszenzspektroskopie ermöglicht die Untersuchung der Struktur und

Dynamik von Biomolekülen. Durch die Entwicklung photostabiler Fluoreszenzfarbstoffe

und hochsensitiver Detektoren konnte sich die konfokale Fluoreszenzspektroskopie in den

letzten Jahren zunehmend im Bereich der Einzelmolekülspektroskopie etablieren. Gerade

im Hinblick auf die steigende Anzahl der in vivo-Anwendungen, aber auch bei in vitro-

Messungen, erfordert die Untersuchung von Biomolekülen auf dem Einzelmolekülniveau,

dass die maximale Information aus jedem einzelnen Photon extrahiert werden kann.

Mit der gepulsten alternierenden Anregung (Pulsed Interleaved Excitation, PIE) konnte

im Rahmen dieser Arbeit eine Methode entwickelt werden, bei der die zusätzliche In-

formation zugänglich ist, mit welcher Anregungsquelle das Photon erzeugt wurde. Die

weitreichenden Vorteile von PIE konnten sowohl prinzipiell für die verschiedenen Be-

reiche der konfokalen Fluoreszenzspektroskopie und -mikroskopie aufgezeigt werden als

auch auf konkrete biologische bzw. nanotechnologische Fragestellungen angewandt wer-

den.

Das Anwendungsspektrum von PIE reicht von der Einbeziehung der Stöchiometrie bei

Einzelmolekül-Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (spFRET) über die Eliminierung

des spektralen Übersprechens bei Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie (FCCS)

sowie Laser-Scanning-Microscopy-Bildern bis hin zu quantitativen FCCS-Messungen bei

gleichzeitigem FRET. Insbesondere ist hierbei die Möglichkeit der Bestimmung von

FRET-Effizienzen mittels FCCS hervorzuheben. Die Einführung einer dritten Farbe

erhöht den Informationsgehalt einer einzelnen Messung zusätzlich.

Die Mechanismen der Chaperonin-gesteuerten Proteinfaltung konnten bis heute nur un-

zulänglich gelöst werden, wobei von besonderem Interesse ist, warum die Faltungseffizi-

enz der Proteine mit Hilfe von Chaperoninen erhöht und die Faltungsrate beschleunigt

werden kann. In dieser Arbeit konnten anhand von spFRET-Messungen mit PIE die

einzelnen Stufen des Reaktionszyklusses des Chaperonins GroEL auf ihre Heterogenität

untersucht und somit ein detaillierterer Einblick in die Funktionsweise gewonnen wer-

den.

In nanotechnologischen Anwendungen spielen Nanokonstrukte aus DNA eine wichtige

Rolle, wobei deren Charakterisierung derzeit mit den verwendeten Ensemble-Studien

nur unzureichend möglich ist. Daher ist die Untersuchung auf der Einzelmolekülebene

erforderlich. Mittels spFRET in Kombination mit PIE konnte dies eindrucksvoll für ein

semisynthetisches Antennenmolekül aus DNA und einem fluoreszierenden Protein sowie

für einen der Prototypen der DNA-Nanomaschinen, der DNA-Pinzette, gezeigt werden.



Abstract

Confocal fluorescence spectroscopy enables the investigation of the structure and dyna-

mics of biomolecules. In recent years, the development of photostable fluorescent dyes

and highly sensitive detectors has allowed the establishment of confocal fluorescence

spectroscopy for single molecules. The increasing number of in vivo applications in par-

ticular, but also in vitro studies, on the single molecule level require the extraction of

the maximum possible information from each photon. In the presented work, a method

(Pulsed Interleaved Excitation, PIE) was established, which provides additional infor-

mation: namely the excitation source that generated a photon. The extensive advantages

could be shown in principle for different fields in confocal fluorescence spectroscopy and

microscopy, and was applied to concrete biological and nanotechnological problems.

Applications range from determination of the stoichiometry in single-pair Fluorescence

Resonance Energy Transfer (spFRET), the elimination of spectral cross-talk in Fluore-

scence Cross-Correlation Spectroscopy (FCCS) and Laser Scanning Microscopy images

or quantitative FCCS measurements in presence of FRET. Of special interest is the pos-

sibility of determining FRET efficiencies by FCCS. The introduction of a third colour

enhances the information content further.

The mechanisms of Chaperonin-mediated protein folding has previously not been com-

pletely understood. It is of special interest as to why the efficiency and rate of protein

folding is increased with the help of Chaperonins. In this study, the reaction cycle of

the Chaperonin GroEL could be pictured by snapshots with spFRET measurements in

combination with PIE. Thus, a detailed insight could be gained into the functionality of

GroEL.

Nanodevices made of DNA play an important role in nanotechnological applications, but

the currently used ensemble techniques do not give sufficient information for the charac-

terisation of such devices. This necessitates investigations at the single molecule level.

Using spFRET with PIE, the advantages of single molecule studies could be demonstra-

ted on a semisynthetic antenna molecule made of DNA and a fluorescent protein, and

on one of the prototype DNA nanomachines, the DNA tweezers.
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4.1.1 Stöchiometrie . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 48

4.1.2 Bestimmung des α-Faktors . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 49

4.2 FCCS mit PIE . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . . 50
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Kapitel 1

Einleitung

Die komplizierten, dynamischen Prozesse in lebenden Organismen können nur durch das

reibungslose Zusammenspiel einer riesigen Anzahl komplexer Biomoleküle ablaufen. Mit

Hilfe von Energie, die lebende Systeme aus Nahrung oder Sonnenlicht gewinnen, bilden

und erhalten sie ihre Strukturen und passen sich neuen Bedingungen an, wobei sie weit

entfernt vom thermischen Gleichgewicht arbeiten.

Biomoleküle sind größtenteils aus Kohlenstoff, der mit Sauerstoff, Wasserstoff und Stick-

stoff kovalent verknüpft ist, aufgebaut. Daraus bilden sich kleine Untereinheiten wie Ami-

nosäuren, Nucleotide, Monosaccharide oder Fettsäuren, die wiederum Makromoleküle

wie Proteine, Nucleinsäuren, Polysaccharide oder Lipide formen. Die dreidimensionale

Struktur dieser Makromoleküle spielt dabei eine wichtige Rolle, denn nur in der korrekten

Form funktionieren z.B. Proteine fehlerfrei. Isoliert gehorchen diese Moleküle den physi-

kalischen und chemischen Gesetzen, zusammen besitzen sie jedoch außergewöhnliche Ei-

genschaften, die eine zufällige Anordnung von Biomolekülen nicht aufweist. In einer Zelle

existieren Tausende verschiedener Moleküle, die über eine enorme Diversität verfügen.

Diese lassen sich nur schwierig allgemein beschreiben, sondern müssen zunächst einzeln

auf ihre Funktion untersucht werden, um anschließend das Zusammenspiel genau verste-

hen zu können.

Da sich die Funktionen solcher Biomoleküle oftmals nicht synchronisieren lassen, ist

es in diesem Fall nicht ausreichend, Untersuchungen an einzelnen Sorten von Biomo-

lekülen durchzuführen, sondern diese müssen zusätzlich auf dem Einzelmolekülniveau

stattfinden. Hierfür sind einzelmolekülsensitive Methoden vonnöten, mit denen als er-

ster Schritt in vitro, weiterführend aber auch in vivo-Studien möglich sind. Gerade für

in vivo-Untersuchungen sind vor allem weitestgehend nicht invasive Methoden, bei denen

die Biomoleküle möglichst nahe ihrer natürlichen Umgebung analysiert werden können,

notwendig.

Neben dem Verständnis der molekularen Grundlagen des Lebens ist heute in der Na-

notechnologie ein Bestreben vorhanden, nach dem Vorbild der Natur Nanomaschinen

zu gestalten. Für die Entwicklung solcher Maschinen auf der Nanometerskala sind Bio-

1
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moleküle wie DNA aufgrund ihrer selbstorganisierenden Eigenschaften aber auch Prote-

ine wichtige Bausteine. Um solche Nanokonstrukte zu realisieren, ist ein grundliegendes

Verständnis über die Eigenschaften der einzelnen Bauteile essentiell, was wiederum nur

durch die Charakterisierung auf der Einzelmolekülebene in ausreichendem Maß möglich

ist.

Als einzelmolekülsensitive Methoden kommen vor allem die Fluoreszenzspektroskopie,

überwiegend zur Untersuchung inter- und intramolekularer Wechselwirkungen und de-

ren Dynamik, und die Kraftspektroskopie, wie die Optische Pinzette [1] oder Raster-

kraftmikroskopie (Atomic Force Microscopy, AFM) [2], zur Messung von Kräften im

Bereich von einigen Pikonewton, zum Einsatz. Insbesondere die Fluoreszenzspektrosko-

pie, wozu die konfokale Fluoreszenzspektroskopie, die Weitfeld-Mikroskopie [3, 4] und

die interne Totalreflexions-Mikroskopie (Total Internal Reflection Microscopy, TIRF)

[5] gehören, hat bei der Untersuchung biologischer Fragestellungen eine wichtige Stel-

lung einnehmen können, da sie weitgehend nicht invasiv und daher zunehmend auch

für in vivo-Studien eingesetzt werden kann [6, 7]. Die hohe Sensitivität und Selekti-

vität kann dadurch erreicht werden, dass gezielt nur die zu untersuchenden Moleküle,

die entweder autofluoreszent oder systematisch mit Fluoreszenz-Markern versehen sind,

angeregt werden. Die in dieser Arbeit verwendete konfokale Fluoreszenzspektroskopie

ist hinsichtlich ihrer Sensitivität weiterhin optimiert, da lediglich Licht aus einem Vo-

lumen, das kleiner als 1 Femtoliter ist, im Fokus des Objektivs detektiert wird. Dies

ermöglicht z.B. bei der Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (FCS) die Beobachtung

der Diffusion einzelner Moleküle durch das Volumenelement, woraus Informationen über

die Anzahl der Moleküle und deren Diffusionskoeffizienten gewonnen werden können

[8]. Darüber hinaus können Wechselwirkungen zwischen verschiedenen Molekülen mit

Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie (FCCS) untersucht werden [9]. Dazu wer-

den die Moleküle mit Fluoreszenzfarbstoffen unterschiedlicher spektraler Eigenschaften

markiert und in verschiedenen Kanälen detektiert. Das Signal der beiden Detektions-

kanäle ist korreliert, wenn die Moleküle als Einheit durch das Volumen diffundieren. Ein

anderer wichtiger Anwendungsbereich der konfokalen Mikroskopie stellt die Aufnahme

dreidimensionaler Bilder dar. Bei der Laser Scanning Microscopy (LSM) wird die Probe

mit dem Laser abgerastert.

Eine dazu komplementäre Methode ist der Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer

(FRET) der mit verschiedenen Methoden der Fluoreszenzspektroskopie untersucht wer-

den kann [10]. Hierbei wird Energie von einem Donorfarbstoff auf einen Akzeptorfarbstoff

übertragen, wenn deren Abstand weniger als 100 Å beträgt. Da die Höhe des Energie-

transfers, der anhand der Änderung der gemessenen Fluoreszenz ermittelt werden kann,

vom Abstand dieser Farbstoffe abhängt, wird diese Methode auch als molekulares Lineal

bezeichnet [11]. Dieser eignet sich insbesondere für Abstandsmessungen von inter- und

intramolekularen Wechselwirkungen von Biomolekülen wie Proteinen. Bei diesen kommt
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es oft auf die räumliche Anordnung an, damit eine vollständige Funktionalität gegeben

ist. Dafür ist zum einen die Struktur wichtig, die mittels Kernmagnetresonanz (NMR)

oder Röntgenbeugung aufgelöst werden kann, zum anderen aber auch deren Dynamik,

welche mit diesen Methoden nur äußerst aufwändig zu untersuchen ist. FRET bietet hier

eine schnelle und präzise Methode, Heterogenitäten und Dynamiken von Molekülen in

Lösung nahe ihrer natürlichen Umgebung beobachten zu können. Auflösung und Auf-

wand limitieren diese Technik allerdings dahingehend, dass keine kompletten Strukturen

bestimmt werden können.

Trotz stetiger Weiterentwicklung besteht bei allen Einzelmolekülmethoden noch Potenti-

al, die Sensitivität und die Information, die aus einem einzelnen Datensatz herausgefiltert

werden kann, zu erhöhen, was für genauere und aufschlussreichere Messungen essentiell

ist.

Ziele dieser Arbeit

Zur Erhöhung der Sensitivität der eben beschriebenen Fluoreszenzmethoden werden in

dieser Arbeit gepulste Laser verschiedener Wellenlängen verwendet, um spektral unter-

schiedliche Farbstoffe alternierend anzuregen (PIE). Dazu werden in Kapitel 2 zunächst

die Grundlagen der Fluoreszenzspektroskopie und die verwendeten Methoden eingeführt.

In Kapitel 3 schließen sich die Beschreibung des entwickelten Aufbaus und die Herlei-

tungen der theoretischen Erweiterungen durch PIE an. Anhand einfacher Testsysteme

werden folgend die Erweiterungen von PIE für die verschiedenen Anwendungsbereiche

in den einzelnen Techniken experimentell bestätigt (Kapitel 4). In einem darauf auf-

bauenden Projekt werden die Vorteile von PIE dafür ausgenutzt, hochsensitive Mes-

sungen zur Aufklärung der Chaperonin gesteuerten Proteinfaltung auf dem Einzelmo-

lekülniveau durchzuführen (Kapitel 5). Abschließend werden in einem weiteren Projekt

zwei verschiedene DNA-Nanokonstrukte, ein semisynthetisches Antennenmolekül und

eine DNA-Nanomaschine, auf der Einzelmolekülebene charakterisiert (Kapitel 6).
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Kapitel 2

Grundlagen der

Fluoreszenzspektroskopie

In diesem Kapitel werden zunächst die elementaren Grundlagen der Fluoreszenzspektro-

skopie eingeführt, bevor die einzelnen in dieser Arbeit verwendeten Methoden erläutert

werden.

2.1 Fluoreszenzspektroskopie

Lumineszenz, die Emission von Licht durch Abgabe von Energie eines elektronisch an-

geregten Zustands, wird in zwei Kategorien aufgeteilt, die Fluoreszenz und die Phospho-

reszenz. Bei der Fluoreszenz findet die spontane Emission von Strahlung beim Übergang

vom angeregten Singulett-Zustand in den Grundzustand innerhalb von einigen Nanose-

kunden nach der Anregung statt. Bei der Phosphoreszenz ist das Ausgangsniveau des

Übergangs der angeregte Triplett-Zustand. Die Energie kann hierbei über Sekunden bis

hin zu Stunden gespeichert und nur allmählich durch spontane Emission abgegeben wer-

den. Die Prozesse, die zwischen Emission und Absorption eines Photons ablaufen, werden

gewöhnlich in einem Jablonski-Diagramm dargestellt [12].

2.1.1 Jablonski-Diagramm

Durch Absorption eines Photons geeigneter Wellenlänge kann ein Elektron vom elektro-

nischen Grundzustand in einen höheren elektronischen Zustand angeregt werden. Der

Grundzustand ist meistens der Singulett-Zustand S0, weshalb aufgrund der Auswahl-

regel (∆S=0) das Elektron in einen Zustand Sn gleicher Spinmultiplizität angehoben

wird. Da die Absorption des Photons innerhalb einiger Femtosekunden erfolgt, kann

näherungsweise angenommen werden, dass sich der Kernabstand nicht ändert (Franck-

Condon-Prinzip). Dies hat zur Folge, dass die Anregung nicht im Schwingungsgrund-

zustand des Sn-Zustands endet, sondern in einem höheren Schwingungsniveau. Durch

5
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Schwingungsrelaxation fällt das Elektron innerhalb von Pikosekunden auf das Niveau des

Schwingungsgrundzustands des Sn-Zustands zurück. Die verschiedenen Pfade, auf denen

das Elektron wieder in den Grundzustand zurückkehren kann, sind in einem Jablonski-

Diagramm in Abb. 2.1 dargestellt. Das angeregte Molekül kann durch spontane Emission

eines Fluoreszenzphotons seine Energie abgeben. Dieser Übergang ist spinerlaubt und

hat deswegen eine Lebensdauer von nur einigen Nanosekunden. Aufgrund des Franck-

Condon-Prinzips fällt das Elektron auch hier nicht in den Schwingungsgrundzustand,

sondern in ein energetisch höheres Schwingungsniveau und kehrt durch Schwingungsre-

laxation in den Grundzustand zurück. Zwei strahlungsfreie, zur Fluoreszenz kompetitive

Prozesse sind die interne Konversion (Verlust der Energie durch interne Schwingungsmo-

den) und die Fluoreszenzlöschung (s. unten). Weiterhin kann das Elektron durch Inter-

system Crossing vom angeregten Singulett-Zustand in den Triplett-Zustand übergehen

und - abgesehen von den oben erwähnten strahlungsfreien Übergängen - durch Emission

eines Phosphoreszenzphotons in den Grundzustand gelangen. Der notwendige Übergang

vom angeregten Triplett-Zustand in den Singulett-Grundzustand ist allerdings aufgrund

oben erwähnter Auswahlregel spinverboten, bei starker Spin-Bahn-Wechselwirkung wird

diese aber aufgehoben. Der Übergang ist dennoch unwahrscheinlich, weshalb die Phos-

phoreszenzlebensdauer deutlich größer als die Fluoreszenzlebensdauer ist (≥ 10−4 s).

Abbildung 2.1: Vereinfachtes Jablonski-Diagramm: (1) Absorption, (2) Schwingungsrelaxation, (3)
Fluoreszenz, (4) Interne Konversion, (5) Intersystem Crossing, (6) Phosphoreszenz

Absorptions-/Anregungs- und Emissionsspektren Ein Fluoreszenzfarbstoff wird

durch sein Absorptions-, Emissions- und Anregungsspektrum charakterisiert. Für ein
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Absorptionsspektrum wird die Absorption1 in Abhängigkeit der Anregungswellenlänge

dargestellt. Bei einem Anregungsspektrum wird die Intensität der Fluoreszenz bei einer

bestimmten Wellenlänge in Abhängigkeit von der Anregungswellenlänge gemessen. Ein

Emissionsspektrum zeigt die Intensität der Fluoreszenz abhängig von der Wellenlänge bei

Anregung mit Licht konstanter Wellenlänge. Wegen der schnellen Schwingungsrelaxati-

on ist der Verlauf eines Emissionsspektrums gewöhnlich unabhängig von der Anregungs-

wellenlänge, da der Übergang vom Schwingungsgrundzustand des S1-Niveaus ausgeht.

Aufgrund des Franck-Condon-Prinzips erfolgt die Anregung meist in ein höheres Schwin-

gungsniveau des angeregten Zustands und nach der Schwingungsrelaxation die Emission

vom S1-Niveau in ein höheres Schwingungsniveau des Grundzustands S0, weshalb die

emittierten Photonen eine niedrigere Energie bzw. eine größere Wellenlänge als die an-

regenden Photonen besitzen. Diese Verschiebung von Absorption und Emission ist unter

dem Namen Stokes-Shift bekannt (s. Abb. 2.2).

Abbildung 2.2: Emissionsspektrum und Absorptionsspektrum des Farbstoffes Atto532: Die Verschie-
bung zwischen Emissions- und Absorptionsmaximum wird als Stokes-Shift bezeichnet.

1Die Abnahme der Intensität von Licht beim Passieren eines Mediums ist durch das Lambert-Beer-
Gesetz gegeben: I(l) = I0 · e−ε·c·l (mit dem Extinktionskoeffizienten ε, der Konzentration c und der
Weglänge l). Der dekadische Logarithmus von I

I0
wird als Absorption oder Optische Dichte bezeichnet:

A ≡ OD = α · c · l (mit dem Absorptionskoeffizienten α = ε
ln 10 ). Abweichung von diesem Gesetz entste-

hen durch Streulicht, Aggregatbildung bei hohen Molekülkonzentrationen und Fluoreszenzemission der
untersuchten Probe.
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Fluoreszenzquantenausbeute Die Wahrscheinlichkeit, dass ein angeregtes Molekül

durch Emission eines Fluoreszenzphotons in den Grundzustand zurückkehrt, wird als

Quantenausbeute φ bezeichnet. Demnach ist sie als das Verhältnis der Anzahl emittierter

Photonen zur Anzahl absorbierter Photonen gegeben und kann aus den entsprechenden

Übergangsraten berechnet werden:

φ =
# Photonen emittiert

# Photonen absorbiert
=

kF

kF +
∑
knr

(2.1)

wobei kF die Übergangsrate der Fluoreszenz und knr die der nicht strahlenden Übergänge

(z. B. Interne Konversion, Intersystem Crossing und Fluoreszenzlöschung) sind.

Fluoreszenzlebensdauer Die mittlere Zeit, die sich ein Molekül im angeregten Zu-

stand befindet bevor es in den Grundzustand zurückkehrt, ist als Lebensdauer τ definiert.

Sie ist gegeben durch die möglichen Übergangsraten in den Grundzustand:

τ =
1

kF +
∑
knr

(2.2)

Die Lebensdauer der strahlenden Übergänge wird als natürliche Lebensdauer bezeichnet

und lässt sich aus dem Emissionsspektrum F (ν) und dem Absorptionsspektrum ε(ν)

berechnen2:

τn =
1

kF

mit (2.3)

kF ≈ 2.88 · 10−9n2

∫
F (ν)dν∫

F (ν)dν/ν3

∫ ε(ν)

ν
dν, (2.4)

wobei n der Brechungsindex des Mediums ist. Der zeitliche Abfall der Fluoreszenzin-

tensität kann im einfachsten Fall durch eine monoexponentielle Funktion beschrieben

werden, dessen Stärke durch die Lebensdauer τ bestimmt ist:

I(t) = I0 exp
(
− t
τ

)
(2.5)

Bei verschiedenen fluoreszierenden Spezies in einer Lösung oder einem Fluorophor mit

von der Umgebung abhängigen verschiedenen Lebensdauern muss das Abklingverhalten

der Fluoreszenz durch einen multiexponentiellen Zerfall beschrieben werden.

Fluoreszenzlöschung Neben den oben beschriebenen gibt es zahlreiche andere Pro-

zesse, die der Fluoreszenz entgegenwirken und unter dem Begriff Fluoreszenzlöschung

(Quenching) zusammengefasst werden. Fluoreszenzlöschung kann durch Kollision mit

einem anderen Molekül (z.B. Sauerstoff) oder Komplexbildung (statisches Quenching)

auftreten.

2ν ist die Wellenzahl in cm−1.
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2.1.2 Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (FRET)

Der Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer (FRET) ist die strahlungsfreie Übertragung

der Energie des angeregten Zustands eines Fluorophors (Donor) auf einen anderen Fluo-

rophor (Akzeptor). Dieser verläuft im Allgemeinen von einem Fluorophor mit kürzerer

Absorptionswellenlänge/höherer Energie auf einen mit längerer Absorptionswellenlänge/

niedrigerer Energie (s. Abb. 2.3).

Abbildung 2.3: Vereinfachtes Jablonski-Diagramm zur Veranschaulichung von FRET: Bei Anwesen-
heit eines zweiten Farbstoffes (Akzeptor) kann es bei Anregung des Farbstoffes mit der geringeren
Wellenlänge (Donor) neben den in Abb. 2.1 dargestellten Übergängen auch zum Energietransfer auf den
niederenergetischeren Akzeptor kommen. Der Energietransfer wird sichtbar, indem die Fluoreszenz mit
der für diesen Farbstoff charakteristischen Wellenlänge detektiert wird.

Der strahlungsfreie Übergang findet aufgrund von intermolekularen langreichweitigen

Dipol-Dipol-Wechselwirkungen statt [10]. Da in diesem Prozess kein Photon involviert

ist, ist der Name Fluoreszenz-Resonanz-Energietransfer irreführend. Daher wird oft der

Ausdruck Förster-Resonanz-Energietransfer, benannt nach Theodor Förster, der die

Theorie des FRET entwickelte, verwendet. Obwohl er die Fluorophore lediglich als

Hertz’sche Oszillatoren beschrieben hat, gelang ihm 1946 die richtige Voraussage für

die Abstandsabhängigkeit der Transferrate [13]. Bereits 1948 veröffentlichte er eine ex-

akte quantenmechanische Herleitung, bei der er von zwei Zuständen, ψD∗,A und ψD,A∗ ,

die durch einen Dipoloperator gekoppelt sind, ausgeht [14].

Die Transferrate hängt vom Abstand R zwischen den Dipolen, von der spektralen Über-

lappung des Emissionsspektrums des Donors und des Absorptionsspektrums des Akzep-

tors (s. Abb. 2.4), der Quantenausbeute des Akzeptors und der Orientierung der beiden

Dipole zueinander ab. Die Transferrate kT des Energietransfers kann durch

kT = τ−1
D

(
R0

R

)6

(2.6)

berechnet werden, wobei τD die Lebensdauer des Donors ohne Akzeptor, R der Abstand

zwischen den beiden Farbstoffen und R0 der Förster-Radius ist. Der Förster-Radius ist
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Abbildung 2.4: Emissionsspektrum des Farbstoffes Atto532 und Absorptionsspektrum des Farbstoffes
Atto647: der Energietransfer hängt von der spektralen Überlappung des Emissionsspektrums des Donors
und des Absorptionsspektrums des Akzeptors ab.

definiert als der Abstand, bei dem 50% der Energie übertragen wird. Details zur theore-

tischen Berechnung des Förster-Radius befinden sich in Anhang A, zur experimentellen

Bestimmung in Anhang D.

Die FRET-Effizienz fE ist definiert als das Verhältnis der zum Akzeptor transferierten

Energie zu der vom Donor absorbierten Energie:

fE =
von D nach A transferierte Energie

von D absorbierte Energie
=

kT

τ−1
D + kT

. (2.7)

Diese Gleichung kann mit 2.6 leicht in

fE =
1

1 +
(

R
R0

)6 . (2.8)

umgeformt werden. In Abb. 2.5 ist der Verlauf der FRET-Effizienz für die in dieser

Arbeit verwendeten Farbstoff-Paare zu sehen. FRET reagiert in Abstandsbereichen na-

he des Förster-Radius sehr sensitiv auf Abstandsänderungen, wird aber bei größerer

Distanz vom Förster-Radius zunehmend unempfindlicher. Daher ist bei der Wahl des

Farbstoff-Paares und der Markierungspositionen darauf zu achten, dass der Förster-

Radius möglichst im Bereich des zu erwartenden Abstands liegt (1
2
R0 <R<2R0).

Aufgrund der starken Abhängigkeit der Transferrate vom Abstand (vgl. Glg. 2.8) wird
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Abbildung 2.5: Abhängigkeit der FRET-Effizienz vom Abstand für die verwendeten Farbstoff-Paare.

FRET auch als spektroskopisches Lineal bezeichnet [11]. Mittels FRET können Abstände

im Bereich von ca. 10 bis 100 Å bestimmt werden, so dass FRET bestens geeignet ist,

strukturelle und dynamische Informationen innerhalb oder zwischen biologischen Ma-

kromolekülen wie Proteinen und DNA zu untersuchen [15].

Zur Bestimmung von FRET-Effizienzen existieren verschiedene Möglichkeiten, am häu-

figsten werden allerdings Ensemble-Messungen verwendet. Hierbei kann die FRET-

Effizienz durch das Verhältnis der Fluoreszenz des Donors mit Akzeptor (FDA) und

ohne Akzeptor (FD) zueinander, also über die Abnahme der Donor-Fluoreszenz durch

FRET, berechnet werden:

fE =
(
1− FDA

FD

)(
1

fA

)
(2.9)

fA beschreibt dabei den Anteil der Moleküle mit Donor und aktivem Akzeptor. Entspre-

chend kann die FRET-Effizienz aber auch über die Zunahme der Akzeptor-Fluoreszenz

bestimmt werden:

fE =
εA(λex)

εD(λex)

(
FAD

FA

)(
1

fD

)
, (2.10)

wobei FAD die Fluoreszenzintensität mit aktivem Donor und FA ohne aktivem Donor,

εD(λex) und εA(λex) die Extinktionskoeffizienzten vom Donor bzw. Akzeptor und fD der

Anteil an Komplexen mit aktivem Donor ist. Da der Anteil an Molekülen mit aktivem
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Donor und Akzeptor (fD bzw. fA) nur sehr schwer mit der nötigen Genauigkeit bestimmt

werden kann, sind diese Methoden vor allem zur Untersuchung von Abstandsänderungen

geeignet. Dieses Problem kann entweder mit Hilfe von zeitaufgelösten Messungen über

den Unterschied in den Lebensdauern umgangen werden:

fE =
(
1− τDA

τD

)
(2.11)

oder durch Einzelmolekül-FRET-Methoden, wie in dieser Arbeit beispielsweise die Burst

Analysis (siehe Abschnitt 2.2.2).

2.2 Konfokale Fluoreszenzspektroskopie

Bei der konfokalen Fluoreszenzspektroskopie wird der Laserstrahl durch ein Objektiv

stark fokussiert, so dass eine Strahltaille von einigen 100 nm entsteht. Die Tiefenschärfe

des Objektivs ist allerdings nicht ausreichend, um eine hinreichend scharfe Begrenzung

des Probenvolumens auch in axialer Richtung zu erreichen, weshalb in der Bildebene eine

Lochblende eingebracht wird. Dadurch werden extrem kleine, definierte Probenvolumina

(< 10−15 l) erzeugt und damit ein deutlich besseres Signal-Rausch-Verhältnis erreicht, da

die Lochblende fokus-fernes Licht herausfiltert. Mit dieser hohen räumlichen Auflösung

in Kombination mit hochsensitiven Detektoren und photostabilen Farbstoffen kann Ein-

zelmolekülsensitivität erreicht werden. Dies ermöglicht es neben der FCS und der Burst

Analysis auch mittels LSM dreidimensionale Bilder zu erstellen.

2.2.1 Beschreibung des konfokalen Volumens

Abbildung 2.6: Schematische Darstellung eines Mikroskopaufbaus zur konfokalen Fluoreszenzspektro-
skopie.

Zur Veranschaulichung ist der Anregungs- und Detektionsstrahlengang eines kon-

fokalen Mikroskopaufbaus in Abb. 2.6 schematisch dargestellt. Der Laser wird über

einen dichroitischen Spiegel in die Rückapertur eines Objektivs eingekoppelt und

unter dem Winkel δ auf die Probe fokussiert. Die Fluoreszenz wird mit demselben
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Objektiv unter dem Winkel α eingesammelt und auf eine Lochblende fokussiert, durch

die das Detektionsvolumen in axialer Richtung begrenzt wird. Anschliessend wird die

Fluoreszenz über eine weitere Linse auf den Detektor fokussiert.

Anregungsvolumen Die Intensitätsverteilung des anregenden Laserstrahls Iex und

dessen Strahlradius ω sind ortsabhängige Funktionen. Bei unterfüllter Rückapertur ist

das Anregungsprofil nicht eine beugungslimitierte Airy-Scheibe, sondern kann in der

Gauß’schen Optik als ein in lateraler Richtung gaußförmiges und in axialer Richtung

lorentzförmiges Profil beschrieben werden [16]:

Iex(r, z) = I0
ω2

r

ω2(z)
· exp

(
− 2r2

ω2(z)

)
(2.12)

mit dem Strahlradius

ω(z) = ωr

1 +

(
λz

nπω2
r

)2
 1

2

, (2.13)

r =
√
x2 + y2, dem Brechungsindex n der Immersionslösung und dem Strahlradius ωr

im Fokus (Strahltaille). Wie aus Glg. 2.13 ersichtlich, ist die Anregung in Fokusnähe in

axialer Richtung nicht limitiert, lateral ist der Laserstrahl hingegen scharf abgegrenzt.

Der Einstrahlwinkel δ kann bei einem Strahlradius l0 vor dem Eintritt in das Objektiv

und einer Brennweite f des Objektivs näherungsweise durch tan δ = l0/f = λ/nπωr

ausgedrückt werden, womit sich für die Strahltaille

ωr =
λf

nπl0
=

λ

nπ tan δ
(2.14)

ergibt.

Für einen Laserstrahl der Breite 4 mm und einer Wellenlänge von 532 nm, der mit

einem 63-fach Objektiv fokussiert wird, würde sich demnach theoretisch eine Strahltaille

von ωr = 0.165 µm ergeben.

Idealerweise würde der Strahldurchmesser l0 des anregenden Lasers möglichst groß

gewählt werden, um eine möglichst kleine Strahltaille (ω0 ∝ 1
l0

) und eine optimale

Ausleuchtung des Raumwinkels Ω = 2π(1 − cos δ) zu erreichen. Allerdings kann es

bei vollständiger Ausleuchtung der Rückapertur zu Abbildungsfehlern (sphärische

Aberration) kommen, weshalb der Winkel δ stets kleiner als der Winkel α, unter dem

die Fluoreszenz eingesammelt wird, gewählt werden sollte [17]. In der Praxis muss ein

Kompromiss zwischen dem optimalen Strahldurchmesser und geringen Abbildungsfeh-

lern gefunden werden.
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Detektionsvolumen Die entscheidenden Parameter, die bestimmen, welcher Anteil

des emittierten Lichtes vom Detektor registriert wird, sind die numerische Apertur3 NA

und der Radius der Lochblende in der Bildebene r0.

Durch die numerische Apertur wird der Radius des auf die Lochblende abgebildeten

Beugungsbildes festgelegt, der im Objektraum durch R2(z) = r2
A + z2 tan2 α angenähert

werden kann, wenn rA das Auflösungsvermögen des Objektivs4 ist [19]. Die Inten-

sitätsverteilung des Beugungsbildes ausgehend von einer Punktlichtquelle am Ort (~r, z)

im Objektraum kann in der Bildebene ~r ′ durch die sogenannte Punktspreizfunktion

PSF (~r ′, ~r, z) berechnet werden5. Der Effekt der Lochblende auf dieses Beugungsbild

wird durch die Sammeleffizienz der Detektionsoptik S(~r, z) beschrieben:

S(~r, z) =
1

4

∫
T (~r ′) · PSF (~r ′, ~r, z)d~r ′ (2.15)

wobei T (~r ′) die Transmissionsfunktion der Lochblende und 4 ein Normierungsfaktor

ist.

Die Bedeutung dieser Funktion kann leicht veranschaulicht werden: Ist der Radius der

Lochblende r0/M in der Objektebene6 deutlich größer als der Radius des Beugungsbil-

des R(z) (r0/M � R(z)), hat die Lochblende keinen Einfluss auf das Detektionsvolumen;

ist r0/M � R(z), trifft nur ein kleiner Teil des Lichts auf den Detektor. Sind die bei-

den Radien etwa gleich groß und trifft das emittierte Licht die Lochblende mittig, wird

fokus-nahes Licht vom Detektor registriert, fokus-fernes aber nicht, da mit wachsendem

Abstand der Radius R(z) zunimmt und dieses Licht von der Lochblende abgeschirmt

wird. Somit wird das Detektionsvolumen in axialer Richtung begrenzt.

Die räumliche Intensitätsverteilung des emittierten Lichtes am Detektor7 W (~r) ist als das

Produkt des normierten Anregungsprofils und der Sammeleffizienz der Detektionsoptik

definiert:

W (~r) =
S(~r) · Iex(~r)

I0
(2.16)

3Die numerische Apertur NA beschreibt das Vermögen des Objektivs, Licht einzusammeln, und
begrenzt somit das Auflösungsvermögen. Sie kann als Produkt des Winkels α und dem Brechungsindex
der Immersionsflüssigkeit n berechnet werden: NA = n · sinα [18].

4rA = 0.61λ
NA ist der Radius des ersten konzentrischen Interferenzrings (Airy-Scheibchen) des Beu-

gungsbildes.
5~r= (x,y) ist ein zweidimensionaler Vektor, der den Abstand der Lichtquelle von der optischen Achse

angibt, und z beschreibt den Abstand entlang der optischen Achse. Diese dreidimensionale Information
wird in der Bildebene in eine zweidimensionale transformiert ~r ′ [16].

6M ist die Vergrößerung des Objektivs, r0/M gibt somit den Radius der Lochblende in der Objekt-
ebene an.

7Die räumliche Intensitätsverteilung des emittierten Lichtes am Detektor wird teilweise auch als
Probenvolumen bezeichnet.
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Diese Funktion ist analytisch nicht lösbar, kann aber durch ein dreidimensionales Gauß-

profil angenähert werden, wenn die Lochblende unten aufgeführte Bedingungen erfüllt:

W (~r) = exp

(
−2

x2 + y2

ω2
r

)
· exp

(
−2

z2

ω2
z

)
(2.17)

ωr und ωz sind definiert als die Radien in lateraler bzw. axialer Richtung, bei der die

Intensität auf 1/e2 vom Maximalwert abgefallen ist.

Damit diese Näherung eingegangen werden kann, darf die Lochblende weder einen zu

kleinen Radius haben, da sonst das schon gaußförmige Profil in lateraler Richtung zu

stark beeinflusst wird, noch einen zu großen Radius, da die Lochblende sonst einen

zu geringen Effekt auf das ursprünglich lorentzförmige Strahlprofil in axialer Richtung

haben würde. Aus diesem Grund sollte der Radius der Lochblende im Bereich von

ωr ≤
r0
M
≤ tanα

2 tan δ
ωr (2.18)

liegen [17].

Das messbare Fluoreszenzsignal F (t) lässt sich nun als Integral über das Produkt der

räumlichen Intensitätsverteilung W (~r) und der Konzentration C(~r) berechnen:

F (t) =
∫

V
κ · φ · σ · I0 ·W (~r) · C(~r, t)d~r (2.19)

Hierbei müssen zusätzlich die Detektionseffizienz κ, die Quantenausbeute φ, der Ab-

sorptionsquerschnitt σ und die Amplitude der Intensität I0 berücksichtigt werden. Diese

Parameter werden typischerweise zur Molekularen Helligkeit

ε = κ · φ · σ · I0. (2.20)

zusammengefasst. Diese hat die Einheit Photonen pro Molekül und Sekunde und spielt

vor allem bei der Justage eine wichtige Rolle. Aufgrund der Molekularen Helligkeit wird

entschieden, ob ein Detektionskanal optimal justiert ist.

2.2.2 Messung von FRET-Effizienzen: Burst Analysis

Wie schon in Abschnitt 2.1.2 angedeutet, gibt es zahlreiche Möglichkeiten FRET-Effi-

zienzen zu bestimmen. Meist werden Ensemble-Messungen mittels eines Fluoreszenz-

spektrometers durchgeführt, wobei allerdings Informationen über die Heterogenität der

Probe verloren gehen, da nur ein Mittelwert der FRET-Effizienzen aller Moleküle be-

stimmt werden kann.

Aufgrund dieser Nachteile wurden 1996 die ersten spFRET-Experimente von Ha et al.

durchgeführt [20]. Bei den von ihm vorgestellten Messungen mittels SNOM (Scanning

Near-field Optical Microscopy), aber auch mit anderen abbildenden Techniken wie LSM

oder TIRF, können Dynamiken und Konformationsänderungen auf einer Zeitskala von
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einigen Sekunden beobachtet werden. Jedoch muss hierbei beachtet werden, dass die

Immobilisierung der Moleküle zu unerwünschten Oberflächeneffekten führen kann.

In dieser Arbeit wurde die sogenannte Burst Analysis verwendet [21, 22]. Hierbei diffun-

dieren die Moleküle frei in einer pikomolaren Lösung und passieren aufgrund der Brown-

schen Molekularbewegung8 das konfokale Anregungsvolumen. Während ihres Weges

Abbildung 2.7: Bei spFRET-Messungen werden pikomolare Konzentrationen verwendet, so dass die
Wahrscheinlichkeit, dass zwei Moleküle gleichzeitig im Fokus sind, vernachlässigbar klein ist. (Abb. nach
[27])

durch den Fokus kann ein Burst9 an Photonen registriert werden, der - abhängig von der

Trajektorie des Moleküls - eine Dauer von einigen Millisekunden hat (s. Abb. 2.7). Durch

die Verwendung von Konzentrationen von etwa 10 bis 50 pM ist die Wahrscheinlichkeit,

dass sich zwei Moleküle gleichzeitig im Detektionsvolumen befinden, vernachlässigbar

klein (< 0.01 %) [28].

Bei der Bestimmung von FRET-Effizienzen mittels Burst Analysis wird lediglich der

Donor angeregt, meist mit einem kontinuierlich emittierenden (cw-)Laser. Die Detektion

findet in zwei Kanälen statt, einen für die Donorfluoreszenz und einen für die Akzeptor-

fluoreszenz (Abb. 2.8). Ein Burst wird als Molekül erkannt, wenn die Summe der Pho-

tonen in beiden Detektionskanälen einen vorher festgelegten Grenzwert überschreitet10.

Für diese Ereignisse kann aus dem Verhältnis von Fluoreszenzintensität des Akzeptors

in Anwesenheit eines aktiven Donors (FAD) und der gesamten Fluoreszenzintensität, die

sich als Summe der Fluoreszenzintensitäten des Akzeptors (FAD) und des Donors (FDA)

jeweils in Anwesenheit des anderen Farbstoffes ergibt, die FRET-Effizienz fE berechnet

8Die Brownsche Molekularbewegung wird durch Impulse verursacht, die durch Stöße mit
Flüssigkeitsmolekülen auf die gelösten Teilchen übertragen werden [23]. Diese Zickzackbewegungen der
gelösten Teilchen konnten erstmals durch Einstein und Smoluchowski theoretisch beschrieben werden
[24, 25, 26].

9Ein Burst bezeichnet eine Anhäufung von Photonen in einem bestimmten Zeitintervall.
10Bei einer Molekularen Helligkeit von 8 000 Photonen/(s ·mol) bei 80 µW Anregungsleistung werden

in einem Zeitbin von 2 ms, was etwa der Diffusionszeit der verwendeten DNA entspricht, 16 Photonen
pro Molekül erwartet.
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Abbildung 2.8: Fluoreszenzspuren im grünen und roten Detektionskanal. Der Schwellenwert wurde
hier bei 15 Photonen/Bin gewählt, dieser muss allerdings nur in der Summe beider Kanäle überschritten
werden. (Ein Bin ist ein Zeitabschnitt mit in diesem Fall 2 ms.)

werden:

fE =
FAD

FAD + α · FDA

(2.21)

Mit FD = 1
α
FAD +FDA lässt sich Glg. 2.21 unter Berücksichtigung der unterschiedlichen

Detektionseffizienzen11 und Quantenausbeuten der Farbstoffe in Form des α-Faktors in

Glg. 2.9 umformen. Der Korrekturfaktor α = ηA·φA

ηD·φD
ist als das Verhältnis der Produkte

von Detektionseffizienz η und Quantenausbeute φ von Akzeptor bzw. Donor definiert

[22]. Die experimentelle Bestimmung des α-Faktors wird in Kapitel 4.1.2 erläutert.

Zur exakten Berechnung der FRET-Effizienz müssen zwei weitere Korrekturterme mit

einbezogen werden: Das spektrale Übersprechen vom Donor in den Akzeptorkanal und

die direkte Anregung des Akzeptors durch die Donor-Anregung. Diese Terme werden

vorher für das jeweilige Farbstoffpaar bestimmt, können allerdings nur als Mittelwert

berücksichtigt werden. Dies führt dazu, dass sowohl FRET-Effizienzen unterhalb von 0

% als auch oberhalb von 100 % auftauchen können. Die FRET-Effizienz wird letztendlich

mit der korrigierten Version von Glg. 2.21 [29]

fE =
FAD − βdir · FA − βSU · FDA

FAD − βdir · FA − βSU · FDA + α · FDA

(2.22)

11Die Detektionseffizienz setzt sich aus der Transmission/Reflexion der verwendeten Filter und Spiegel
und der Empfindlichkeit des Detektors bei der entsprechenden Wellenlänge zusammen.
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berechnet, wobei βdir der relative Anteil der direkten Anregung, βSU der relative Anteil

des spektralen Überspechens ist und FA die Fluoreszenzintensität aller mit aktivem Ak-

zeptor markierten Moleküle, welche in einer separaten Messung bestimmt werden muss.

Die so berechnete FRET-Effizienz kann in Abstände umgerechnet werden:

R = R0

(
α · FD

FA

) 1
6

. (2.23)

Mit dieser Technik können somit verschiedene Populationen in einer Lösung ohne Ober-

flächen-Effekte untersucht werden. Es ist aber nicht möglich Informationen über Dy-

namiken im Bereich von Millisekunden bis Minuten von einem einzelnen Molekül zu

erhalten.

2.2.3 Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie (FCS)

FCS ist eine Methode, bei der kleinste zeitliche Schwankungen des Fluoreszenzsignals

einer Probe im thermischen Gleichgewicht analysiert werden, um Aufschluss über deren

zugrunde liegenden Prozesse zu erlangen. Diese Fluktuationen können verschiedene

Ursachen haben, sind aber im Wesentlichen darauf zurückzuführen, dass Moleküle in das

Probenvolumen hinein und aus dem Probenvolumen heraus diffundieren. Makroskopisch

gesehen ist im thermischen Gleichgewicht die Konzentration einer wässrigen Lösung

mit frei diffundierenden, fluoreszierenden Teilchen konstant, wird das Probenvolumen

allerdings stark verkleinert, werden mikroskopische thermische Fluktuationen aufgrund

der Brownschen Molekularbewegung sichtbar. Um derart winzige Fluktuationen be-

obachten zu können, werden möglichst kleine Konzentrationen und Messvolumina

benötigt. Daher brachte die Einführung des konfokalen Volumens in die FCS [17] nach

ihrer ursprünglichen Entwicklung in den siebziger Jahren [30, 31, 32] eine enorme

Verbesserung mit sich.

Wenn ein Molekül durch das offene Probenvolumen hindurch diffundiert, wird es

angeregt und emittiert Photonen. Die Photonen werden also nicht rein stochastisch

detektiert, sondern in Bursts, welche in ihrer Länge von der Trajektorie des Moleküls

abhängen. Durch Autokorrelationsanalyse können die charakteristischen Prozesse

herausgefiltert werden, die den Fluktuationen zugrunde liegen. In Abb. 2.10 ist der

typische Verlauf einer solchen Autokorrelationsfunktion (ACF) auf einer logarithmischen

Zeitskala skizziert.

2.2.3.1 Autokorrelationsanalyse

Im Folgenden wird nur ein kurzer Abriss über die Theorie der Autokorrelationsanalyse

gegeben. Eine ausführliche Herleitung befindet sich im Anhang B.



KAPITEL 2. GRUNDLAGEN DER FLUORESZENZSPEKTROSKOPIE 19

Abbildung 2.9: Die Autokorrelation der Fluoreszenzfluktuationen (links) führt zu einer Autokorrelati-
onsfunktion wie sie rechts simuliert wurde. Die Amplitude ist invers proportional zur mittleren Anzahl
der Teilchen im Volumen und der Abfall auf die Hälfte der Amplitude entspricht der Diffusionszeit.

Die Fluktuationen δF (t) des Fluoreszenzsignals F (t) sind bei konstanter Anregungslei-

stung als Abweichung vom zeitlichen Mittelwert definiert:

δF (t) = F (t)− 〈F (t)〉 mit 〈F (t)〉 =
1

T

∫ T

0
F (t)dt (2.24)

Die Autokorrelationsfunktion, die die Selbstähnlichkeit eines zeitlich schwankenden Si-

gnals beschreibt, kann allgemein als Mittelwert des Produktes des Signals zum Zeitpunkt

t mit dem Signal zum Zeitpunkt t+ τ berechnet werden. Daher ist die Autokorrelations-

funktion ein Maß für die Überlappung zweier Signale. Zum Zeitpunkt τ = 0 überlappen

die Flächen unter den Signalkurven vollständig, bei zunehmender Verschiebung wird die

überlappende Fläche immer kleiner und somit nimmt auch der Wert der ACF ab. Die

normierte ACF G(τ) für die Fluktuationen δF (t) lässt sich demnach folgendermaßen

berechnen:

G(τ) =
〈δF (t)δF (t+ τ)〉

〈F (t)〉2
(2.25)

Bei der FCS gibt diese Funktion die Wahrscheinlichkeit an, dass ein Photon zum Zeit-

punkt t + τ detektiert wird, wenn bereits ein Photon zum Zeitpunkt t detektiert worden

ist [33].

Für die Fluktuationen des Fluoreszenzsignals δF gilt entsprechend Glg. 2.19:

δF (t) =
∫
W (~r) · δ(ε · C(~r, t))d~r (2.26)

Einsetzen der Funktion 2.26 in Glg. 2.25 führt zu:

G(τ) =

∫ ∫
W (~r) ·W (~r ′) · 〈δ (ε · C(~r, t)) · δ (C(~r ′, t))〉d~rd~r ′

[
∫
W (~r) · 〈δ (ε · C(~r, t))〉d~r]2

(2.27)

Ist die Bewegung der fluoreszierenden Teilchen ausschließlich auf die freie Diffusion in

drei Dimensionen zurückzuführen, führt dies schließlich auf folgende ACF (Diffusions-
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ACF):

Gdiff (τ) =
γ

〈N〉

(
1

1 + 4Dτ/ω2
r

)(
1

1 + 4Dτ/ω2
z

) 1
2

(2.28)

mit dem Diffusionskoeffizientten D und der mittleren Teilchenzahl 〈N〉 im effektiven

Probenvolumen. Durch den Korrekturfaktor γ wird dem nicht uniform ausgeleuchte-

ten, offenen Messvolumen Rechnung getragen. Wird anstelle des in drei Dimensionen

gaußförmigen Volumens ein Volumen, das uniform mit der maximalen Intensität ausge-

leuchtet ist, angenommen, beträgt γ =
(

1
2

)(3/2)
. Somit ist im Volumen die gleiche Anzahl

an Molekülen wie in dem offenen nicht uniform ausgeleuchteten enthalten.

Die ACF gibt Aufschluss über zwei wichtige Parameter: die Konzentration und den Dif-

fusionskoeffizienten. Die Konzentration kann über die Amplitude der Diffusions-ACF

bestimmt werden, da diese umgekehrt proportional zur mittleren Anzahl der Teilchen

im Volumen ist:

G(0) =
γ

〈N〉
=

1

Veff · 〈C〉 ·NA

⇐⇒ 〈C〉 =
γ

Veff ·G(0) ·NA

(2.29)

Die Größe des effektiven Messvolumens Veff =
(

π
2

) 3
2 · ω2

r · ωz kann geeicht werden, in-

dem eine ACF mit einem Farbstoff mit bekanntem Diffusionskoeffizienten12 durchgeführt

wird.

Der zweite Parameter, der mittels FCS bestimmt werden kann, ist der Diffusionskoeffi-

zient, der für sphärische Teilchen nach der Einstein-Stokes-Beziehung durch

D =
kBT

6πηRh

(2.30)

definiert ist, wobei kB die Boltzmannkonstante, T die Temperatur, η die Viskosität des

Lösungsmittels und Rh der hydrodynamische Radius ist. Dieser hängt mit der Diffusi-

onszeit τD folgendermaßen zusammen: τD =
ω2

0

4D
. Der Diffusionskoeffizient ist also ein

Maß für die mittlere Aufenthaltsdauer der Teilchen im Messvolumen. Zu beachten ist

allerdings, dass τD nicht der wirklichen Aufenthaltsdauer entspricht, sondern sich durch

Faltung der gewichteten mittleren transversalen Diffusionszeit mit der Detektionsoptik

ergibt. Bei einem in z-Richtung unendlich ausgedehntem Messvolumen entspräche τD ge-

nau der Zeit, bei dem die Amplitude der ACF auf die Hälfte ihres ursprünglichen Wertes

abgefallen wäre. Im Idealfall sollte das Verhältnis des sogenannten Volumenparameters

ωz/ωr aber zwischen 3 und 5 liegen, um eine hinreichende Begrenzung in z-Richtung zu

garantieren.

FCS ist im Allgemeinen sensitiv auf Änderungen in der Molekularen Helligkeit. Auf-

grund dessen können mittels FCS neben der eben beschriebenen Translationsdiffusi-

on auch andere Prozesse wie Rotationsdiffusion innerhalb des Volumens, gerichteter

12Zum Beispiel Rhodamin 6G mit D=2.8·10−10 m2/s [34]
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Transport, intramolekulare Dynamiken (z.B. Anregung des Triplett-Zustands) und Kon-

formationsänderungen untersucht werden. Diese Prozesse spielen sich auf verschiede-

nen Zeitskalen ab, weshalb zwischen ihnen, wie in Abb. 2.10 ersichtlich, unterschieden

werden kann. Auf der Nanosekundenzeitskala kann das sogenannte Antibunching be-

Abbildung 2.10: Die jeweiligen Prozesse sind auf unterschiedlichen Zeitskalen zu beobachten: (a)
Antibunching, (b) Rotationsdiffusion, (c) schnelle intramolekulare Reaktionen (d) Translationsdiffusion

obachtet werden, was auf den limitierten Anregungs-/Emissionszyklus der Fluorophore

zurückzuführen ist und durch die Lebensdauer des angeregten Zustands bestimmt wird.

Die Amplitude der ACF nimmt in diesem Bereich mit kürzer werdenden Zeiten ab, da

die Wahrscheinlichkeit, ein weiteres Molekül zu detektieren, geringer wird, wenn schon

eines detektiert worden ist. Das Antibunching kann aber im Normalfall aufgrund der

Totzeit des Detektors von etwa 50 ns nicht beobachtet werden13. Im Bereich von einigen

10 bis 100 ns sind Dynamiken aufgrund der Rotationsdiffusion der Moleküle zu beobach-

ten, welche bei polarisationssensitiver Detektion zu Fluktuationen im Fluoreszenzsignal

durch Änderung der Absorptionsdipolorientierung führen. Auf der Mikrosekundenska-

la zeigen sich interne Dynamiken wie Anregung in den Triplett-Zustand oder andere

schnelle photochemische oder photophysikalische Prozesse. Die Translationsdiffusion der

Moleküle ist im Bereich von Millisekunden und Sekunden zu finden.

Ein Beispiel für die intramolekularen Reaktionen, bei denen das Molekül zwischen einem

13Antibunching kann daher nur gemessen werden, indem das Fluoreszenzsignal durch einen Strahlteiler
auf zwei Detektoren aufgeteilt wird und deren Signale korreliert werden.
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hellen und einem dunklen Zustand wechselt, ist der Übergang in den Triplett-Zustand.

Die Lebensdauer des Triplett-Zustands ist verglichen mit der Fluoreszenzlebensdauer

extrem lang, da der Übergang vom angeregten Triplett-Zustand in den Grundzustand S0

quantenmechanisch verboten ist. Der Fluoreszenzfarbstoff ist während dieser Zeit nicht

erneut anregbar und somit dunkel, erst nach dem Übergang in den Grundzustand durch

Abgabe eines Phosphoreszenzphotons oder anderer nicht strahlender Prozesse kann er

wieder angeregt werden. Ein weiteres Beispiel ist die Protonierung/Deprotonierung des

Chromophores des Green Fluorescent Protein, die zu einer Veränderung der Absorpti-

onseigenschaften führt. Allgemein kann dieses Blinken durch einen exponentiellen Abfall

beschrieben werden: X(τ) = 1−F+F ·e−
τ
τt

1−F
, wobei F der Anteil der Moleküle im Dunkel-

Zustand ist und τf die charakteristische Zerfallszeit beschreibt. Wenn diese Fluktuationen

auf einer deutlich schnelleren Zeitskala ablaufen als die Diffusionsbewegung und der Dif-

fusionskoeffizient nicht dadurch beeinflusst wird, können diese beiden Prozesse getrennt

behandelt werden. Multiplikation der beiden Terme führt zur ACF Gtotal(τ), die frei

diffundierende Moleküle mit Blinken beschreibt [35]:

Gtotal(τ) = X(τ) ·Gdiff (τ) (2.31)

=
γ

N
·

1− F + F · e−
τ
τt

1− F

 · ( 1

1 + 4Dτ/ω2
r

)(
1

1 + 4Dτ/ω2
z

) 1
2

Irreversible Photoreaktionen, durch die der Farbstoff dauerhaft zerstört wird, werden

Photobleichen genannt. Daraus resultiert eine scheinbar kürzere Diffusionszeit, da das

Molekül noch während es sich im Fokus befindet, keine weiteren Photonen aussenden

kann.

2.2.3.2 Signal-Rausch-Verhältnis

Das Signal-Rausch-Verhältnis (S/N-Verhältnis) von FCS im konfokalen Laseraufbau ist

im Allgemeinen sehr gut. In Kombination mit speziell für die verwendeten Farbstoffe

und Anregungswellenlängen optimierten Emissionsfilter, die effektiv das Anregungslicht

und Streulicht wie die Ramanstreuung des Lösungsmittels blocken, das Fluoreszenzlicht

aber zu einem hohen Prozentsatz (> 90 %) transmittieren, Detektoren mit wenig Hinter-

grundrauschen und zeitlich stabilen Laser kann das Signal bis zu drei Größenordnungen

über dem Hintergrundsignal liegen [36].

Das S/N-Verhältnis ist definiert als das Verhältnis von theoretisch erwarteter und Stan-

dardabweichung der gemessenen Korrelationsfunktion [37]. Das S/N-Verhältnis hängt

überwiegend von der Photonenstatistik ab, d.h im Wesentlichen von der Molekularen

Helligkeit ε und der Messzeit Tm [37, 38, 39]:

S

N
∝ ε ·

√
Tm (2.32)
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Dieses Ergebnis ist aber nur in einem bestimmten Bereich von Konzentrationen gültig

[38], da die Fluktuationen nur dort signifikant sind. Die untere Grenze ist gegeben durch

die Anzahl der Fluktuationen, die während einer Messung auftreten und liegt etwa bei 1

pM. Bei Konzentrationen unterhalb dieser Grenze ist das S/N-Verhältnis zusätzlich von

der Teilchenzahl m abhängig:

S

N
∝ ε ·

√
m · Tm. (2.33)

Die obere Grenze ist dadurch gegeben, dass sich bei zu vielen Molekülen im Detekti-

onsvolumen die Fluktuationen nicht mehr ausreichend von statistischen Fluktuationen

des Hintergrundes unterscheiden. Des Weiteren sind die Zählraten bei solch hohen Kon-

zentrationen so hoch, dass der Detektor gesättigt wird, weswegen die Laserleistung und

damit auch die Molekulare Helligkeit gesenkt werden muss. Die obere Grenze liegt etwa

bei 500 nM oder 1000 Molekülen im Messvolumen [8].

2.2.4 Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie (FCCS)

In der Biophysik sollen oftmals nicht nur Diffusionseigenschaften analysiert werden,

sondern auch Reaktionen und Wechselwirkungen zwischen Molekülen. Theoretisch ist

dies mit FCS möglich, weil sich bei einer Reaktion zwischen zwei Molekülen meist das

Molekulargewicht und somit auch der Diffusionskoeffizient ändert. Die Sensitivität der

Autokorrelation ist aber limitiert, da der Diffusionskoeffizient vom hydrodynamischen

Radius abhängt und sich deshalb mit der dritten Wurzel des Molekulargewichts ändert

[33, 40].

Nach einem Vorschlag von Eigen und Rigler die verschiedenen Komponenten mit

spektral unterscheidbaren Fluoreszenzfarbstoffen zu markieren [41], konnte die Funktion

der FCCS von Schwille et al. [9] anhand einer DNA-Hybridisierungskinetik aufgezeigt

werden. Neben zahlreicher in vitro-Anwendungen wie Proteinaggregation [42] oder

Enzymkinetik [43], konnten inzwischen auch in vivo-Studien [7] durchgeführt werden.

Im Gegensatz zur ACF, bei der das Signal mit sich selbst verglichen wird, um wiederkeh-

rende Muster herauszufiltern, werden mit der Kreuzkorrelationsanalyse charakteristische

Gemeinsamkeiten zweier Signale analysiert.

Der Aufbau muss hierfür dahingehend verändert werden, dass nun zwei Anregungsla-

ser benötigt werden, deren Anregungsvolumina exakt überlappen müssen. Auch die

Fluoreszenz muss in zwei spektral getrennten Kanälen detektiert werden. Befinden sich

nun an einem Molekül beide Farbstoffe, erscheint ein Burst an Photonen in beiden

Detektionskanälen gleichzeitig und die Fluoreszenzsignale korrelieren miteinander.

Diffundieren die verschieden markierten Spezies allerdings unabhängig voneinander

durch das Messvolumen, sind die Photonenbursts nicht miteinander korreliert.

Diese Methode ist also hervorragend geeignet um Reaktionen zwischen verschiedenen
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Molekülen zu beobachten, wenn die zwei unterschiedlich markierten Moleküle entweder

vor der Reaktion zusammen sind und hinterher getrennt oder umgekehrt [44].

Die folgende Herleitung beschränkt sich auf zwei Komponenten, aber es existieren schon

erste Studien bei der eine dritte Farbe verwendet wurde [45].

2.2.4.1 Kreuzkorrelationsanalyse

Die Kreuzkorrelationsfunktion (CCF) zwischen Kanal i und j ist definiert durch

G(τ)i×j =
〈δFi(t) · δFj(t+ τ)〉
〈Fi(t)〉 · 〈Fj(t)〉

(2.34)

Die hier diskutierten CCF sind symmetrisch, somit unterscheiden sich Gi×j und Gj×i

nicht.

Die Fluoreszenzintensitäten der beiden Spezies (G) und (R) können unter der Voraus-

setzung, dass sich die Molekularen Helligkeiten zwischen einfach und doppelt markierten

Partikeln nicht ändern (z.B. durch reaktionsbedingtes Quenchen bei der Komplexbil-

dung) folgendermaßen beschrieben werden:

FG(t) =
∫
WG(~r) · εG [CG(~r, t) + CGR(~r, t)] d~r (2.35)

FR(t) =
∫
WR(~r) · εR [CR(~r, t) + CGR(~r, t)] d~r (2.36)

Wi(~r) beschreibt das Probenvolumen der einzelnen Spezies, Ci(~r, t) deren Konzentration

und CGR(~r, t) die Konzentration der zweifach markierten Spezies.

Unter der Annahme, dass die Probenvolumina Wi(~r) identisch sind und vollständig

überlappen, ergibt sich daraus für die CCF [9]:

GG×R(τ) =
γNGR

〈NG +NGR〉〈NR +NGR〉

·
(

1

1 + 4DGRτ/ω2
r

)(
1

1 + 4DGRτ/ω2
z

) 1
2

(2.37)

Bei Proben konstanter Konzentration markierter Teilchen G und R ist die CCF direkt

proportional zur Anzahl zweifach markierter Teilchen. Die Konzentration der doppelt

markierten Moleküle kann demnach durch

〈CGR〉 =
GG×R(0)

Veff ·GG(0) ·GR(0)
(2.38)

berechnet werden. In Abb. 2.11 ist eine CCF und die zugehörigen ACF der DNA60

gezeigt.

Eine Schwierigkeit bei der Durchführung der Zwei-Farben-Kreuzkorrelation ist die

Justierung der Probenvolumina: Die Größe der Volumina ist aufgrund des unterschied-

lichen Beugungsverhaltens der Wellenlängen oft nicht identisch, dieses Problem wird
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Abbildung 2.11: Kreuzkorrelationsanalyse eines doppeltmarkierten DNA-Stranges (DNA60). Die Am-
plitude der CCF ist direkt proportional zur Anzahl der doppeltmarkierten Moleküle im Volumen.

in Abschnitt 3.20 diskutiert. Auch das exakte Überlappen der Volumina ist äußerst

schwierig zu realisieren. Dadurch wird die Amplitude und damit die Konzentration der

doppelt markierten Teilchen verfälscht [9]. Bei der Verwendung von Zwei-Photonen-

Anregung können diese Probleme vermieden werden, da Farbstoffe unterschiedlicher

Emissionswellenlängen mit der gleichen Lichtquelle angeregt werden können [46].
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Kapitel 3

Gepulste Anregung in der

Fluoreszenzspektroskopie

Bei Mehrfarben-Experimenten kann es von Bedeutung sein, nicht nur den Detektionska-

nal zu kennen, sondern auch die Anregungsquelle. Die gepulste alternierende Anregung

(Pulsed Interleaved Excitation, PIE) macht dies möglich.

3.1 Funktionsweise von PIE

PIE basiert darauf, dass bei einem Experiment mit mehreren spektral unterscheidbaren

Farbstoffen die Anregung nicht kontinuierlich, mit allen Farben gleichzeitig, sondern ge-

pulst und alternierend erfolgt, so dass die Photonen, die nach der Anregung mit einem

Laserpuls emittiert werden, bereits detektiert sind, wenn der folgende Laserpuls einer

anderen Farbe die Probe von neuem anregt.

Abbildung 3.1: Schematische Darstellung der Anregung und Detektion bei Verwendung von PIE

In Abb. 3.1 ist die Anregung und die Detektion bei der Verwendung von PIE schematisch

27
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dargestellt. Die Taktfrequenz der Anregung wird in Form von Synchronisations-Pulsen

(Sync-Puls) der Messkarte vorgegeben. Während eines Taktzyklusses treffen nacheinan-

der die Anregungspulse der verschiedenen Laserwellenlängen, in diesem Fall grün und

rot, auf die Probe. Nach der Anregung kann entweder im grünen oder im roten Detek-

tionskanal ein Photon registriert werden. Neben der Information des Detektionskanals

wird zusätzlich die Zeit zwischen dem Sync-Puls und der Detektion gespeichert1.
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Abbildung 3.2: Das Histogramm über alle Taktzyklen zeigt für beide Detektionskanäle, in welchen
Zeitbins Photonen, die nach der grünen bzw. nach der roten Anregung emittiert wurden, zu erwarten
sind. Bei dieser Messung mit einer Taktfrequenz von 5 MHz werden die Photonen, die durch die grüne
Anregung erzeugt wurden, im Bereich von 0-92.2 ns detektiert und die von der roten Anregung erzeugten
von 130-180 ns detektiert.

Ein Histogramm über alle Taktzyklen führt zu Abb. 3.2, wobei beide Detektionskanäle

in der entsprechenden Farbe gezeigt sind. Die Taktfrequenz ist in diesem Fall 5 MHz, ein

Taktzyklus ist also 200 ns lang. In dieser Darstellung wird deutlich, zu welchen Zeiten

relativ zum Sync-Puls Photonen, die nach der grünen bzw. der roten Anregung emit-

tiert worden sind, erwartet werden können. Hier wurden als Zeitbereiche für die grüne

Anregung 0-92.2 ns und für die rote Anregung 130-180 ns gewählt. Weiterhin ist in die-

ser Abbildung zu erkennen, dass die Taktfrequenz nicht beliebig schnell gewählt werden

1Da die Verarbeitung eines Photons einige Zeit in Anspruch nimmt, wird die Zeit zwischen dem
Auftreffen eines Photons und dem darauffolgenden Sync-Puls gespeichert. Somit ist die Karte nur dann
mit der Weiterverarbeitung und Speicherung beschäftigt, wenn wirklich ein Photon detektiert worden
ist.
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kann, sondern der Länge der Pulse und der Lebensdauer angepasst werden muss, damit

beide Bereiche eindeutig getrennt werden können.

Die Photonen innerhalb eines Detektionskanals können nun den Anregungspulsen zuge-

ordnet werden, wodurch effektiv vier Detektionskanäle entstehen: grüne Detektion nach

grüner Anregung (FGG), grüne Detektion nach roter Anregung (FGR), rote Detektion

nach roter Anregung (FRR) und rote Detektion nach grüner Anregung (FRG)2.

Abbildung 3.3: Die Detektion kann mit Hilfe von PIE in vier Kanäle aufgeteilt werden: grüne Detektion
nach grüner Anregung (FGG) (a), grüne Detektion nach roter Anregung (FGR) (b), rote Detektion nach
grüner Anregung (FRG) (c) und rote Detektion nach roter Anregung (FRR) (d)

Diese vier Detektionskanäle sind in Abb. 3.3 dargestellt. Bei der grünen Detektion nach

grüner Anregung (a) und der roten Detektion nach roter Anregung (d) werden, wie zu

erwarten ist, viele Photonen registriert. Bei der roten Detektion nach grüner Anregung

(c) ist abhängig von der Höhe des Übersprechens bzw. des FRET, ein unterschiedlich

hohes Signal zu erwarten. Bei der grünen Detektion nach roter Anregung (b) ist bei

geeigneter Wahl von Filtern und Anregungswellenlängen nur das Hintergrundrauschen

zu erkennen, da aus energetischen Gründen weder Übersprechen, FRET noch direkte

Anregung möglich ist.

2Fij kennzeichnet die Fluoreszenzintensität im Detektionskanal i mit Anregung j.
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3.2 Experimenteller Aufbau

Der konfokale Drei-Farben-Aufbau, basierend auf einem invertierten Mikroskop (Axio-

vert 200, Zeiss, Göttingen, Deutschland), ist in Abb. 3.4 dargestellt.

Abbildung 3.4: Schematische Darstellung des Drei-Farben-Aufbaus: Die drei Laserlinien werden
zunächst über dichroitische Spiegel überlagert (DS1 und DS2) und anschließend über einen weiteren
dichroitischen Spiegel (DS3) in das Objektiv eingekoppelt. Die Detektion erfolgt in drei verschiede-
nen Kanälen, bei denen das Fluoreszenzlicht nach Aufteilung in die Wellenlängenbereiche (DS4 und
DS5) jeweils einen Bandpassfilter (EM1-3) passiert und nach der Lochblende (LB1-3) auf den Detektor
(APD1-3) fokussiert wird.

Die Anregung besteht aus drei Strahlengängen: blau (405-488 nm), grün (514-568 nm)
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Abbildung 3.5: Photo des Anregungsstrahlengangs: (1) AOM, (2) Fasereingang, (3) Faserausgang, (4)
Dichroitischer Spiegel

und rot (633-700 nm), für die verschiedene Laser zur Verfügung stehen. Die Laser werden

zunächst jeweils in single-mode Glasfasern (OZ Optics, Carp, Ontario, Canada) einge-

koppelt, um zum einen das Strahlprofil aufzureinigen und zum anderen die Flexibilität

bei der Auswahl der Laser zu erhöhen. Für den grünen Wellenlängenbereich gibt es kei-

ne geeigneten gepulsten Laser. Aus diesem Grund wird dieser Strahl nach Durchlaufen

der Glasfaser zunächst auf einen Akusto-Optischen Modulator (AOM) (N23080-2-LTD,

NEOS Technologies, Melbourne, USA) fokussiert und die erste Beugungsordnung wieder-

um durch eine single-mode Faser geführt. Limitiert durch die Anstiegs- und Abfallszeit

des AOM entstehen Pulse mit einer Dauer von ca. 50 ns. Die Laserstrahlen werden nach

den Fasern auf verschiedene Durchmesser kollimiert, damit die beugungslimitierten Fo-

ki etwa den gleichen Durchmesser aufweisen3. Die unterschiedlichen Anregungsquellen

werden anschließend über dichroitische Spiegel überlagert und in das Mikroskop einju-

stiert. Das Anregungslicht wird durch ein Wasserimmersionsobjektiv (C-Apochromat, 63

x 1.2, Zeiss, Göttingen, Deutschland) auf die Probe fokussiert, die zusätzlich mit einem

dreidimensionalen piezoelektrischen Tisch abgerastert werden kann (P-517.3CL, Physik

Instrumente, Karlsruhe, Deutschland).

3Der Durchmesser des beugungslimitierten Fokus hängt vom Strahlradius l, der Wellenlänge λ und
der Brennweite des Objektivs f wie folgt ab: d = 1.22·f ·λ

l
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Abbildung 3.6: Photo des Detektionsstrahlengangs: (1) Linse, (2) Dichroitischer Spiegel, (3) Band-
passfilter und Lochblende, (4) APD

Die Fluoreszenz wird mit demselben Objektiv eingesammelt und über dichroitische Spie-

gel aufgeteilt. Nachdem das Licht die entsprechenden Emissionsfilter passiert hat, wird

es auf die jeweilige Lochblende fokussiert, deren Durchmesser wiederum an die verschie-

denen Wellenlängen angepasst wurden, um gleiche Detektionsvolumina zu garantieren

(50 µm (rot), 40 µm (grün), 30 µm (blau), Owis, Staufen, Deutschland). Die Fluoreszenz

wird anschließend von Avalanche Photodioden (APD) detektiert (SPCM-AQR-14, Per-

kinElmer Optoelectronics, Wellesley, USA). Die verwendeten Filterkombinationen sind

in Tabelle C.2 aufgelistet.

Der Aufbau ist so gestaltet, dass alle Laser über Klappspiegel in die drei Fasern einjustiert

werden, was ein schnelles Umschalten zwischen verschiedenen Anregungskombinationen

ermöglicht. Details über die Komponenten des Aufbaus werden in Anhang C gegeben.

3.3 Burst Analysis mit PIE

Die in Abschnitt 2.2.2 beschriebene Methode zur Bestimmung der FRET-Effizienzen

hat einen essentiellen Nachteil: Moleküle, die nur mit einem Donor aber nicht mit ei-

nem (aktiven) Akzeptor markiert sind, werden dennoch nach der Anregung durch einen

grünen Laser ausreichend Photonen emittieren, dass sie den Grenzwert überschreiten.

Sie werden also als Molekül erkannt und damit wird die FRET-Effizienz für dieses Mo-
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lekül berechnet. Diese ist allerdings Null, da kein Akzeptor vorhanden ist, zu dem ein

Energietransfer stattfinden könnte. Da es praktisch unmöglich ist 100 % der Komplexe

mit zwei aktiven Farbstoffen zu markieren, gibt es immer neben der eigentlichen FRET-

Population eine zweite Population nur mit einem Donor markierter Moleküle [47]. Ist

die eigentliche FRET-Population niedrig, ist diese oft nicht von der Population der nur

mit einem Donor markierten zu unterscheiden, was diese Methode auf die Bestimmung

höherer (> 30 %) FRET-Effizienzen limitiert.

Mit PIE besteht die Möglichkeit, wie eben beschrieben, nicht nur den Donor direkt an-

zuregen, sondern alternierend auch den Akzeptor. Ist das Molekül sowohl mit einem

Donor als auch mit einem aktiven Akzeptor markiert, sollte im gleichen Intervall nach

der grünen und nach der roten Anregung eine Anhäufung von Photonen detektiert wer-

den. Es kann also neben dem Donor-Kriterium ein weiteres Kriterium für den Akzeptor

eingeführt werden, wonach die Anzahl der Photonen im roten Detektionskanal nach

der roten Anregung (FRR, s. Abb. 3.3 (d)) ebenfalls einen vorher festgelegten Grenz-

wert überschreiten muss. Des Weiteren erhält man mit PIE aus einer Messung auch die

Fluoreszenz des Akzeptors nach der roten Anregung, die für die Korrektur der direkten

Anregung zur Berechnung der FRET-Effizienz nach Glg. 2.22 vonnöten ist.

Vor allem bei der Verwendung von drei Farbstoffen hat PIE, wie im folgenden Ab-

schnitt beschrieben wird, einen enormen Vorteil, da hier die Markierungseffizienz deut-

lich schlechter ist und somit die Aussortierung aller nicht dreifarbig markierten Moleküle

noch essenzieller ist und weiterhin alle drei Abstände zwischen den Farbstoffen mit einer

Messung bestimmt werden können.

3.3.1 Drei-Farben-FRET

Die Einführung eines dritten Fluorophors bei FRET-Messungen erweitert deren Anwen-

dungsspektrum: (i) Bei linearer Anordnung verschiedener Farbstoffe, kann der Energie-

transfer in mehreren Stufen entlang dieses photonischen Drahtes stattfinden, was die

Bestimmung von größeren Distanzen ermöglicht [48, 49], (ii) in Kombination mit PIE

können alle drei Abstände zwischen den Fluorophoren mit einer Messung bestimmt wer-

den, wodurch bei geeigneter Anordnung der drei Farbstoffe Aufschluss über zweidimen-

sionale Strukturen erlangt werden kann.

Die Theorie zu Drei-Farben-FRET ist weitaus komplexer als bei Zwei-Farben-FRET,

da es zwei kompetitive Prozesse gibt: wird Farbstoff 1 angeregt, kann es einen Energie-

transfer entweder zu Farbstoff 2 oder direkt zu Farbstoff 3 geben. Des Weiteren kann

die Energie in zwei Schritten von Farbstoff 1 zu Farbstoff 2 und von diesem weiter zu

Farbstoff 3 übertragen werden4. Die möglichen Übergangsraten für diese Prozesse sind

4Fabstoff 1 ist derjenige mit der kleinsten Wellenlänge (z.B. blau), Farbstoff 2 der mit der mittleren
Wellenlänge (z.B grün oder gelb) und Farbstoff 3 der mit der größten Wellenlänge (z.B. rot)
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schematisch in Abb. 3.7 dargestellt.

Abbildung 3.7: Schematische Darstellung der möglichen Transferraten zwischen den angeregten
Zuständen [1*], [2*] und [3*] bei 3-Farben FRET (Abb. nach [50])

Die FRET-Effizienzen fEij
von Donor i zu Akzeptor j können entsprechend Glg. 2.7

durch

fEij
=

kTij

τ−1
Di

+ kTij

(3.1)

berechnet werden. Die Energieabgabe der angeregten Fluorophore [i*] kann durch fol-

gendes Differentialgleichungssystem beschrieben werden:

d[1∗]

dt
= −(kr1 + knr1 + kT12 + kT13)[1

∗] (3.2)

d[2∗]

dt
= −(kr2 + knr2 + kT23)[2

∗] + kT12 [1
∗] (3.3)

d[3∗]

dt
= −(kr3 + knr3)[3

∗] + kT23 [2
∗] + kT13 [1

∗] (3.4)

Unter der Annahme, dass der Anregungspuls δ-förmig ist und ausschließlich der Farb-

stoff 1 direkt angeregt wird, führt dieses Gleichungssystem zu folgenden Fluoreszenzin-

tensitäten Fi:

F1 =
kr1 + knr1

kr1 + knr1 + kT12 + kT13

· η1 (3.5)

F2 =
kT12

kr1 + knr1 + kT12 + kT13

· kr2 + knr2

kr2 + knr2 − kT23

· η2 (3.6)

F3 =

(
kT12

kr1 + knr1 + kT12 + kT13

)
·
(

kT23

kr2 + knr2 − kT23

)

+
kT13

kr1 + knr1 + kT12 + kT13

· η3 (3.7)
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Einsetzen dieser Fluoreszenzintensitäten in Glg. 3.1 und Auflösen nach fE12 bzw. fE13

ergibt:

fE12 =
F2

(
1

1−fE23

)
α12 · F1 + F2

(
1

1−fE23

) (3.8)

fE13 =
α32 · F3 − F2

(
fE23

1−fE23

)
α12 · F1 + α32 · F3 − F2

(
fE23

1−fE23

) (3.9)

mit αij = ηjφj

ηiφi
. Da bei PIE auch Farbstoff 2 direkt angeregt wird, ergibt sich die noch

fehlende FRET-Effizienz fE23 leicht: Sie kann wie bei Zwei-Farben-FRET aus den Inten-

sitäten nach der direkten Anregung von Farbstoff 2 berechnet werden, da keine weiteren

kompetitiven Transferprozesse zu Farbstoff 1 auftreten können:

fE23 =
F32

F32 + α32 · F22

(3.10)

Dabei wurde angenommen, dass die bloße Anwesenheit des Farbstoffs 1 auch die Mole-

kulare Helligkeit von Farbstoff 2 und 3 nicht beeinflusst.

3.4 PIE-FCCS ohne spektrales Übersprechen

Eine Limitierung der Sensitivität von FCCS entsteht durch spektrales Übersprechen

der Fluorophore: Aufgrund der langauslaufenden Emissionsspektren werden Teile der

Fluoreszenz, die vom kürzerwelligeren Farbstoff (z.B. grün) ausgesandt werden, im De-

tektionskanal des längerwelligeren Farbstoffs (z.B. rot) detektiert (s. Abb. 3.8). Diese

Photonen stammen ursprünglich von dem grünen Farbstoff und korrelieren mit solchen

aus dem grünen Detektionskanal. Somit ist selbst bei einer Probe mit ausschließlich ein-

farbig markierten Molekülen eine Kreuzkorrelation zu beobachten, deren Amplitude von

der Größe der Überlappung abhängt.

Um dieses spektrale Übersprechen zu berücksichtigen, müssen die Fluoreszenzinten-

sitäten aus Glg. 2.35 und 2.36 folgendermaßen umgeschrieben werden:

FG(t) =
∫
W (~r) · [εG,GCG(~r, t) + εGR,GCGR(~r, t)] d~r (3.11)

FR(t) =
∫
W (~r) · [εG,RCG(~r, t) + εR,RCR(~r, t) + εGR,RCGR(~r, t)] d~r (3.12)

εi,j bezeichnet die Molekulare Helligkeit der Spezies i im Detektionskanal j. Damit ergibt

sich für die CCF mit spektralem Übersprechen:

GGD×RD(τ) =
γ=G,R

〈NG +
εGR,G

εG,G
NGR〉

(
1

1 + 4DGτ/ω2
r

)(
1

1 + 4DGτ/ω2
z

) 1
2

(3.13)

+
γ=GR,R

〈 εG,G

εGR,G
NG +NGR〉

(
1

1 + 4DGRτ/ω2
r

)(
1

1 + 4DGRτ/ω2
z

) 1
2
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Abbildung 3.8: Emissionspektren von Atto488 und Atto565. Die Spektren der beiden Farbstoffe
überlappen in dem schraffierten Bereich, was dazu führt, dass Fluoreszenz des Atto488 im Detekti-
onskanal für Atto565 registriert wird.

Durch =i,j wird die anteilige Intensität der Spezies i im Detektionskanal j beschrieben:

=i,j =
εi,j〈Ni〉∑n

k=1 εk,i〈Nk〉
(3.14)

Selbst wenn sich keine zweifach markierten Teilchen in der Lösung befinden, verschwindet

die Amplitude der CCF aus Glg. 3.13 nicht vollständig:

GGD×RD(0) =
γ=G,R

〈NG〉
=

γ

〈NG〉+
(

εR,R

εG,R

)
〈NR〉

(3.15)

Durch die Verwendung von PIE kann jedem Photon nicht nur der jeweilige Detekti-

onskanal (”Farbe”), sondern auch seine Anregungsquelle zugeordnet werden. Aufgrund

dieser zusätzlichen Information muss nun ein weiterer Index für die Molekulare Hellig-

keit eingeführt werden: εi,j,k. Diese beschreibt die Molekulare Helligkeit der Spezies i,

die im Kanal j detektiert und mit der Lichtquelle k angeregt wurde. Es gibt drei ver-

schiedene Spezies (nur grün, nur rot oder grün-rot) und für Detektion und Anregung

jeweils zwei Möglichkeiten (grün oder rot), insgesamt könnten also bis zu 12 verschiede-

ne Molekulare Helligkeiten existieren. Einige der Anregungs-/Detektionskombinationen

können allerdings ausgeschlossen werden und deswegen als Null angenommen werden:

liegen die Absorptionsspektren des grünen und roten Farbstoffes hinreichend weit aus-

einander, so kann der grüne Farbstoff nicht durch den roten Laser angeregt werden und
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die rote Emission kann bei geeigneter Wahl von Filtern nicht im grünen Detektionska-

nal detektiert werden, damit werden εR,G,G = εR,G,R = εG,G,R = εG,R,R = εGR,G,R = 0.

Die Fluoreszenzintensitäten der vier Detektionskanäle setzen sich damit folgendermaßen

zusammen:

FGG(t) =
∫
W (~r) · [εG,G,GCG(~r, t) + εGR,G,GCGR(~r, t)] d~r (3.16)

FGR(t) ≈ 0 (3.17)

FRG(t) =
∫
W (~r) · [εG,R,GCG(~r, t) + εR,R,GCR(~r, t) + εGR,R,GCGR(~r, t)] d~r (3.18)

FRR(t) =
∫
W (~r) · [εR,R,RCR(~r, t) + εGR,R,RCGR(~r, t)] d~r (3.19)

Unter der Annahme, dass sich die Molekularen Helligkeiten der einfach und doppelt

markierten Teilchen nicht unterscheiden (εG,G,G = εGR,G,G und εR,R,R = εGR,R,R), ver-

schwindet der Term des Übersprechens aus der CCF, wenn FGG mit FRR korreliert wird.

GGG×RR entspricht damit Glg. 2.37. Bei vernachlässigbarer direkter Anregung des roten

Fluorophors durch die grüne Anregungsquelle, können auch die Photonen, die nach der

grünen Anregung im roten Kanal detektiert wurden (FGR), zum grünen Detektionska-

nal dazu addiert werden (FGX = FGG + FGR), damit alle detektierten Photonen in die

Analyse mit einbezogen werden. Eine ähnliche Methode zur Eliminierung des spektralen

Übersprechens bei FCCS, bei der nur ein Detektor verwendet wurde und die Photo-

nen aufgrund ihrer Ankunftszeit den Anregungswellenlängen zugeordnet wurden, wurde

parallel von Thews et al. entwickelt [51].

3.5 PIE-FCCS bei gleichzeitigem FRET

Eine weitere Einschränkung bei der FCCS ist das gleichzeitge Auftreten von FRET bei

zweifarbig markierten Proben [52]. Dies führt dazu, dass sich die Molekulare Hellig-

keit des Donors des zweifarbig markierten Komplexes verringert, wohingegen sie sich

im Detektionskanal des Akzeptors durch FRET erhöht. Da sich in der Lösung niemals

ausschließlich Moleküle, die sowohl mit aktivem Donor als auch aktivem Akzeptor mar-

kiert sind, befinden, sind nun Moleküle mit unterschiedlichen Molekularen Helligkeiten zu

finden. Daher ist es nur schwer möglich, bei gleichzeitigem FRET quantitative Kreuzkor-

relationsanalysen durchzuführen. Mit PIE kann dieses Problem allerdings gelöst werden,

indem es ähnlich zu dem des spektralen Übersprechens behandelt wird, da auch hier

Photonen im roten Detektionskanal nach der grünen Anregung detektiert werden. Des

Weiteren wird hier gezeigt, wie mittels PIE-FCCS FRET-Effizienzen bestimmt werden

können.
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3.5.1 PIE-FCCS mit FRET

Zur Berechnung der Kreuzkorrelation müssen auch hier die Molekularen Helligkeiten ge-

nauer betrachtet werden: Im grünen Detektionskanal werden zum einen die (aufgrund

Abbildung 3.9: Es können Spezies mit 4 verschiedene Molekularen Helligkeiten in einer Probe vor-
handen sein: nur grün markierte Moleküle mit εG,G,G, zweifach markierte, bei denen nach der grünen
Anregung der Donor emittiert εGR,G,G oder der FRET-angeregte Akzeptor εGR,R,G, einfach oder zwei-
fach markierte Moleküle, bei denen der Akzeptor direkt angeregt wird: εR,R,R = εGR,R,R

von unzureichender Markierungseffizienz) nur grün markierten Partikel mit der Moleku-

laren Helligkeit εG,G,G, zum anderen die zweifach markierten, deren Molekulare Helligkeit

εGR,G,G durch FRET reduziert ist, registriert. Im roten Detektionskanal werden sowohl

die nur rot markierten als auch die zweifarbig markierten Teilchen nach der roten An-

regung detektiert. Es wird angenommen, dass die Präsenz des grünen Farbstoffes die

Emission des roten Farbstoffes nicht beeinflusst: εR,R,R = εGR,R,R. Des Weiteren sind im

roten Kanal die zweifach markierten Teilchen nach der grünen Anregung durch FRET

sichtbar: εGR,R,G. Die direkte Anregung des roten Farbstoffes durch den grünen Laser

wird vernachlässigt: εR,R,G = 0.

Die Fluoreszenzintensitäten der einzelnen Detektionskanäle können daher mit Glg. 3.16-

3.19 unter Berücksichtigung der eben diskutierten Bedeutung der Molekularen Hellig-

keiten beschrieben werden. Die Berechnung der Kreuzkorrelation der Fluoreszenz im

grünen Detektionskanal (FGD = FGG + FGR ≈ FGG) mit der im roten Detektionskanal

(FRD = FRG + FRR) bei Vernachlässigung des spektralen Übersprechens (εG,R,G = 0)

zeigt leicht, dass die Amplitude der CCF nicht mehr direkt proportional zur Anzahl der
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zweifarbig markierten Teilchen ist:

GGD×RD(τ) =

(
1− fE

1− fEfGR,G

)(
1 + f ′E

1 + f ′EfGR,R

)
γNGR

〈NG +NGR〉〈NR +NGR〉

·
(

1

1 + 4DGRτ/ω2
r

)
·
(

1

1 + 4DGRτ/ω2
z

) 1
2

(3.20)

mit

fE = 1− εGR,G,G

εG,G,G

(3.21)

f ′E =
εGR,R,G

εR,R,R

(3.22)

fGR,G =
〈NGR〉

〈NG +NGR〉
(3.23)

fGR,R =
〈NGR〉

〈NR +NGR〉
. (3.24)

fE gibt die FRET-Effizienz an, die über den Abfall des Donorsignals in Anwesenheit

des Akzeptors berechnet wird. Da hier zur Berechnung der FRET-Effizienz die Mole-

kularen Helligkeiten herangezogen werden und nicht das gesamte Fluoreszenzsignal (wie

beispielsweise in Glg. 2.9), ist die FRET-Effizienz unabhängig von der Markierungsef-

fizienz. f ′E ist definiert als das Verhältnis der Molekularen Helligkeiten des mit FRET

angeregten Akzeptors zu direkt angeregtem Akzeptor. Nach Glg. 2.10 kann die FRET-

Effizienz auch über die Zunahme der Akzeptor-Fluoreszenz bestimmt werden, damit ist

f ′E direkt proportional zur FRET-Effizienz fE. Durch Eichung der beiden Anregungslei-

stungen könnte somit aus f ′E ebenfalls die FRET-Effizienz berechnet werden. fGR,G und

fGR,R beschreiben jeweils das Verhältnis der doppelt markierten Teilchen zur Gesamtan-

zahl derer, die eine grüne bzw. ein rote Markierung tragen. Sie spiegeln also die grüne

bzw. die rote Markierungseffizienz wider.

Die beiden im Vergleich zur FCCS ohne FRET (Glg. 2.37) zusätzlichen Faktoren in Glg.

3.20 begründen sich einerseits mit der aufgrund von FRET erniedrigten Molekularen

Helligkeit im grünen Detektionskanal,(
1− fE

1− fEfGR,G

)
1

〈NG +NGR〉
=

1

〈
(

εG,G,G

εGR,G,G

)
NG +NGR〉

(3.25)

andererseits mit der höheren Molekularen Helligkeit im roten Detektionskanal durch die

FRET-angeregten Akzeptoren:(
1 + f ′E

1 + f ′EfGR,R

)
1

〈NR +NGR〉
=

1

〈
(

εR,R,R

εGR,R,R+εGR,R,G

)
NR +NGR〉

(3.26)

In Abwesenheit von FRET gilt fE = f ′E =0 und die Gleichung 3.20 reduziert sich zu

Glg. 2.37. Gleiches gilt bei Komplexen die zu 100 % zweifach markiert sind, d.h. fGR,G =
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fGR,R =1, da dann ebenfalls nur jeweils eine Spezies in jedem Detektionskanal vorhanden

ist. Praktisch ist dieser letzte Fall jedoch nicht zu realisieren, da es unmöglich ist, ein

Molekül zu 100 % mit zwei aktiven Farbstoffen zu markieren.

Wie bei der PIE-FCCS ohne Übersprechen besteht auch hier die Möglichkeit die Photo-

nen aus dem grünen Detektionskanal nach grüner Anregung (FGG) mit denen aus dem

roten Detektionskanal nach roter Anregung (FRR) zu korrelieren. Dadurch ist im ro-

ten Detektionskanal nur noch eine Spezies vorhanden und die Amplitude aus Glg. 4.9

reduziert sich zu:

GGG×RR(0) =

(
1− fE

1− fEfGR,G

)
γNGR

〈NG +NGR〉〈NR +NGR〉
(3.27)

Die Amplitude dieser CCF ist allerdings noch immer von der FRET-Effizienz abhängig,

was darauf zurückzuführen ist, dass im Fluoreszenzsignal FGG Spezies mit verschiedenen

Molekularen Helligkeiten vorliegen: εG,G,G und εGR,G,G. Vom roten Detektionskanal wird

allerdings nur der Anteil nach der roten Anregung (FRR) mit in die Analyse einbezogen.

Das durch FRET hervorgerufene Fluoreszenzsignal (FRG) wird nicht berücksichtigt, wo-

durch der zweite Term aus Glg. 3.20 wegfällt.

Das Problem, dass im grünen Detektionskanal zwei verschiedene molekulare Helligkei-

ten vorliegen, lässt sich gleichfalls mittels PIE lösen. Die Photonen, die aufgrund von

FRET nicht vom grünen Farbstoff emittiert werden, werden dafür vom roten Farbstoff

emittiert und im roten Detektionskanal nach der grünen Anregung detektiert. Unter der

Annahme, dass α = 1 ist, ergibt sich: εG,G,G = εGR,G,G + εGR,R,G. Das Fluoreszenzsignal

im roten Detektionskanal nach der grünen Anregung FGR und das Fluoreszenzsignal im

grünen Detektionskanal nach der grünen Anregung FGG können also addiert werden, um

das gesamte Fluoreszenzsignal nach der grünen Anregung zu erhalten. Die Korrelation

der gesamten Fluoreszenz nach der grünen Anregung (FGX = FGG +FRG) mit der Fluo-

reszenz nach der roten Anregung (FRX ≈ FRR) resultiert in der gleichen Amplitude wie

bei der CCF ohne FRET:

GGX×RR(0) =
γNGR

〈NG +NGR〉〈NR +NGR〉
(3.28)

Somit kann durch die Verwendung von PIE eine quantitative Kreuzkorrelationsanalyse

auch bei gleichzeitigem FRET durchgeführt werden. Da die Fluoreszenz der beiden De-

tektionskanäle nach der grünen Anregung addiert wird, wird das spektrale Übersprechen

automatisch berücksichtigt. Die einzige Näherung, die eingegangen werden muss, ist die

Vernachlässigung der direkten Anregung des Akzeptors mit dem grünen Laser.

In dieser Arbeit wurde nur der Fall α = 1 bearbeitet, aber theoretisch kann diese Me-

thode auch bei unterschiedlichen α-Faktoren durchgeführt werden. Bei der Addition

der Fluoreszenzintensitäten müsste der α-Faktor entsprechend berücksichtigt werden:

FGX = FGG + 1
α
FRG.
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3.5.2 Berechnung der FRET-Effizienzen mittels PIE-FCCS

Aus Glg. 3.20 ist ersichtlich, dass in der CCF die Information über die FRET-Effizienz

enthalten ist. Bis jetzt existiert allerdings nur eine Arbeit, in der mittels FCCS FRET-

Effizienzen bestimmt wurden [53]. Die Berechnung der FRET-Effizienz nach Glg. 3.20 ist

kompliziert, da hierzu die Anteile der doppelt markierten Teilchen fGR,G und fGR,R be-

kannt sein müssten. Dies sind üblicherweise die Parameter, die mit FCCS bestimmt wer-

den sollen. Mit PIE können wie oben beschrieben aber noch zwei weitere CCF, GGG×RR

und GGX×RR, berechnet werden. Das Verhältnis dieser beider Funktionen aus Glg. 3.27

und 3.28 führt zu folgendem Ausdruck:

GGG×RR(0)

GGX×RR(0)
=

1− fE

1− fEfGR,G

(3.29)

In Glg. 3.29 ist neben der FRET-Effizienz fE der einzige unbekannte Parameter der

Anteil der doppelt markierten Teilchen zur Gesamtzahl der grün markierten Teilchen

fGR,G. Dieser ist als das Verhältnis der Amplitude der CCF zur Amplitude der ACF der

im roten Detektionskanal nach der roten Anregung detektierten Photonen definiert:

fGR,G =
GGX×RR(0)

GRR×RR(0)
. (3.30)

Einsetzen der Glg. 3.30 in 3.29 und Auflösen nach fE führt zu folgendem Ausdruck für

die FRET-Effizienz:

fE =
1− GGG×RR(0)

GGX×RR(0)

1− GGG×RR(0)
GRR×RR(0)

(3.31)

Die FRET-Effizienz kann also durch drei Korrelationsfunktionen, die aus dem gleichen

Datensatz berechnet werden können, experimentell mittels PIE-FCCS bestimmt wer-

den. Die Markierungseffizienzen müssen im Gegensatz zur Bestimmung mit Hilfe von

Glg. 3.20 nicht vorausgesetzt sein.

Falls die Proportionalitätskonstante zwischen fE und f ′E bekannt ist, kann die FRET-

Effizienz auch über das Verhältnis der Akzeptoremission nach FRET bzw. direkter An-

regung bestimmt werden:

f ′E =

GGD×RD(0)
GGG×RR(0)

− 1

1− GGX×RR(0)·GGD×RD(0)
GGX×GX(0)·GGG×RR(0)

. (3.32)

3.5.2.1 Unterschiedliche FRET-Populationen

Bisher wurde nicht berücksichtigt, dass in der Probe Spezies unterschiedlicher FRET-

Effizienzen vorliegen können. Bei zwei verschiedenen Spezies werden die Fluoreszenzin-

tensitäten aus Glg. 3.16-3.19 unter Vernachlässigung des spektralen Übersprechens und



42 3.5. PIE-FCCS BEI GLEICHZEITIGEM FRET

der direkten Anregung zu:

FGG(t) =
∫
W (~r) · [εG,G,GCG(~r, t) + εGR1,G,GCGR1(~r, t)

+εGR2,G,GCGR2(~r, t)]d~r (3.33)

FRG(t) =
∫
W (~r) · [εGR1,R,GCGR1(~r, t) + εGR2,R,GCGR2(~r, t)] d~r (3.34)

FRR(t) =
∫
W (~r) · [εR,R,RCR(~r, t) + εGR1,R,RCGR1(~r, t)

+εGR2,R,RCGR2(~r, t)]d~r. (3.35)

Mit den FRET-Effizienzen fE1 und fE2 und den Teilchenzahlen NGR1 und NGR2 der

beiden FRET-Spezies kann folgende FRET-Effizienz f̃E definiert werden:

f̃E =
fE1NGR1 + fE2NGR2

NGR1 +NGR2

(3.36)

Der Anteil doppelt markierter Teilchen im Verhältnis zur Anzahl aller grün markierter

Teilchen lässt sich nun durch

f̃GR,G =
NGR1 +NGR2

NG +NGR1 +NGR2

(3.37)

berechnen. Damit folgt für die Amplitude der Kreuzkorrelation GGX×RR

GGX×RR(0) =
γ (NGR1 +NGR2)

〈NG +NGR1 +NGR2〉〈NR +NGR1 +NGR2〉
. (3.38)

und für GGG×RR entsprechend zu Glg. 3.27:

GGG×RR(0) =

(
1− f̃E

1− f̃E f̃GR,G

)
γ (NGR1 +NGR2)

〈NG +NGR1 +NGR2〉〈NR +NGR1 +NGR2〉
.(3.39)

Der gewichtete Mittelwert der einzelnen FRET-Effizienzen f̃E kann demnach durch

f̃E =
1− GGG×RR(0)

GGX×RR(0)

1− GGG×RR(0)
GRR×RR(0)

(3.40)

berechnet werden.

3.5.2.2 Unterschiedliche Detektionsvolumina

Bei der Herleitung der CCF (Abschnitt 2.2.4) wurde angenommen, dass die Detektions-

volumina Wi(~r) identisch sind und vollständig überlappen. Vor allem die unterschiedli-

chen Beugungseigenschaften von Licht mit verschiedenen Wellenlängen können aber zu

ungleichen Detektionsvolumina führen [9]:

WG(~r) = exp

(
−2

x2 + y2

ω2
rG

)
· exp

(
−2

z2

ω2
zG

)
(3.41)

WR(~r) = exp

(
−2

x2 + y2

ω2
rR

)
· exp

(
−2

z2

ω2
zR

)
(3.42)
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Hierbei stehen die Indices G und R weiterhin beispielhaft für grüne und rote Anregung.

Dies resultiert in einem effektiven Probenvolumen für die Kreuzkorrelation von:

Veff =
(
π

2

) 3
2

(
ω2

rG
+ ω2

rR

)
2

(
ω2

zG
+ ω2

zR

) 1
2

√
2

(3.43)

Bei der Berechnung der Kreuzkorrelationen mit PIE muss das effektive Volumen

natürlich auch berücksichtigt werden. Die CCF ohne Übersprechen und die CCF bei

gleichzeitigem FRET selbst ändern sich nicht, einzig das Probenvolumen ändert sich

gemäß Glg. 3.43. Da allerdings die mittlere Anzahl der Teilchen mit dem Probenvo-

lumen korrespondiert, muss der Unterschied bei der Berechnung der FRET-Effizienzen

berücksichtigt werden:

fE =
1− GGG×RR

GGX×RR

1− GGG×RR

GRR×RR
VC

(3.44)

mit

VC =

(
ω2

rG
+ ω2

rR

) (
ω2

zG
+ ω2

zR

) 1
2

√
8ωr2

R
ωzR

als Korrekturfaktor.

Diese Korrektur ist allerdings auch nur eine Näherung, da bei FRET grün angeregt wird

und rot detektiert, weshalb sich die Frage stellt, ob das Anregungs- oder das Detekti-

onsvolumen den entscheidenderen Einfluss auf die Amplitude hat.
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Kapitel 4

Anwendungsbereiche von PIE

Wie im vorherigen Kapitel theoretisch hergeleitet, bietet die gepulste alternierende An-

regung für zahlreiche Methoden der Fluoreszenzspektroskopie und -mikroskopie Vorteile,

welche im Folgenden für die verschiedenen Anwendungen experimentell bestätigt wer-

den sollen. Im Detail sind dies die Eliminierung des spektralen Übersprechens bei FCCS

und LSM, FCCS und LSM mit einem Detektor, quantitative FCCS bei geleichzeitigem

FRET und Bestimmung von FRET-Effizienzen mittels FCCS sowie die Sortierung von

Molekülen bei der Burst Analysis.

4.1 Burst Analysis mit PIE

Für spFRET-Messungen, wie in Abschnitt 2.2.2 beschrieben, bietet die Kombination mit

PIE den Vorteil, dass nur Moleküle, die einen aktiven Akzeptor haben, in die Analyse

mit eingeschlossen werden und daher auch FRET-Populationen mit sehr kleinen FRET-

Effizienzen eindeutig bestimmt werden können.

Normalerweise wird bei der Burst Analysis nur der Donor direkt angeregt und die Fluo-

reszenz im Donor- und Akzeptorkanal detektiert. Es existiert nur ein Grenzwert, den die

Summe der Photonen in einem bestimmten Zeitintervall überschreiten muss, damit ein

Burst als Molekül erkannt wird (Donor-Kriterium, s. Abschnitt 2.2.2) Wenn ein Molekül

aber nur mit einem Donor markiert ist, also kein (aktiver) Akzeptor zur Verfügung steht,

werden dennoch während seines Weges durch den Fokus eine grosse Anzahl an Photonen

detektiert, die den Grenzwert überschreiten. Somit wird auch dieses Molekül als solches

erkannt und die FRET-Effizienz berechnet. Die FRET-Effizienz ist allerdings Null, da

kein (aktiver) Akzeptor vorhanden ist, zu dem ein Energietransfer stattfinden könnte.

Mit Burst Analysis wird also zusätzlich zu der ”echten” Verteilung der FRET-Effizienz

noch eine zweite FRET-Population um Null gemessen (s. Abb. 4.2 a) und c)).

Bei der Kombination von Burst Analysis mit PIE werden Donor und Akzeptor abwech-

selnd direkt angeregt resultierend in den drei effektiven Detektionskanälen: FGG, FRG

45
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und FRR (s. Abb. 4.1).

Abbildung 4.1: Mit PIE kann das Fluoreszenzsignal in effektiv drei Detektionskanäle aufgeteilt werden:
FGG, FRG und FRR. Passiert ein nur grün markiertes Molekül den Fokus, kann ein Photonenburst in
Kanal FGG detektiert werden, ein nur rot markiertes Molekül kann nur in Kanal FRR detektiert werden,
bei einem zweifarbigen markierten Molekül wird sowohl in Kanal FRR als auch in FGG ein Photonenburst
detektiert, in Abhängigkeit der FRET-Effizienz zeigt sich auch ein Photonenburst in Kanal FRG .

Es gibt nun zusätzlich zum Donor-Kriterium noch ein weiteres Kriterium, das Akzeptor-

Kriterium: Die Photonen im roten Detektionskanal nach roter Anregung müssen in einem

bestimmten Zeitintervall einen Grenzwert überschreiten, d.h. es ist ein aktiver Akzeptor

vorhanden. Nur in diesem Fall wird auch das Donor-Kriterium geprüft, ob in demselben

Zeitintervall ein Donor vorhanden ist. Es wird also nur für solche Moleküle die FRET-

Effizienz berechnet, die beide Kriterien erfüllen und daher sowohl einen Donor als auch

einen aktiven Akzeptor haben. Des Weiteren können durch PIE alle Fluoreszenzinten-

sitäten, die nach Glg. 2.22 zur Berechnung der FRET-Effizienzen benötigt werden, mit

einer Messung bestimmt werden.

Abb. 4.2 zeigt die Verteilungen der FRET-Effizienzen für DNA15 (oben) und DNA10 (un-

ten) mit und ohne PIE (Details zur DNA im Anhang D). Die Histogramme wurden aus

denselben Datensätzen gewonnen, jeweils mit und ohne Verwendung des zusätzlichen

Kriteriums für den Akzeptorkanal. Bei der DNA10 sind die beiden Verteilungen gut

unterscheidbar und es lässt sich trotz dieser zusätzlichen Verteilung um 0% FRET-

Effizienz dieselbe FRET-Effizienz von 67.3 ± 0.5 % bestimmen. Bei der DNA20 und
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Abbildung 4.2: Histogramme der FRET-Effzienzen mit und ohne PIE: a) DNA20 ohne PIE b) DNA20

mit PIE c) DNA15 ohne PIE d) DNA15 mit PIE e) DNA10 ohne PIE f) DNA10 mit PIE. Die Histogramme
mit oder ohne PIE wurden jeweils aus den gleichen Datensätzen berechnet, bei b), d) und f) mussten
als zusätzliches Kriterium mind. 15 Photonen im roten Kanal nach roter Anregung detektiert werden.

DNA15 überlappen die beiden Verteilungen allerdings so stark, dass es nicht möglich ist,

die Verteilungen auseinander zu halten. Ohne PIE werden daher Werte von 10.4 ± 0.6 %

für DNA20 und 15.7 ± 0.9 % für DNA15 erhalten. Die exakten Werte der FRET-Effizienz
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liegen allerdings für die DNA20 bei 12.6 ± 0.3 % und für die DNA15 bei 24.6 ± 0.7 %,

wie mit Hilfe von PIE bestimmt werden konnte.

4.1.1 Stöchiometrie

Kapanidis et. al konnten weiterhin zeigen, dass die Verwendung gepulster Anregung es

erlaubt, die Stöchiometrie von einzelnen Molekülen zu bestimmen [27]. Die Stöchiometrie

S =
αFGG + FRG

αFGG + FRG + FRR

(4.1)

ist ein Maß für das Verhältnis von Donor- und Akzeptor-Farbstoffen an einem Molekül

und erlaubt eine Unterscheidung von Molekülen mit unterschiedlich vielen Akzeptor-

bzw. Donor-Farbstoffen.

Abbildung 4.3: Durch die Darstellung der Stöchiometrie in Abhängigkeit der FRET-Effizienz können
die verschiedenen in der Lösung vorhandenen Moleküle sortiert werden. Hier gibt es vier Populationen:
(i) S > 0.80 und fE ≈ 0: nur Donor-markierte Moleküle (ii) 0.35 < S < 0.80 und 0 < fE < 0.40: doppelt-
markierte Moleküle der DNA20 (iii) 0.35 < S < 0.80 und fE > 0.40: doppelt-markierte Moleküle der
DNA10 (iv) S < 0.35 und fE nicht definiert: nur Akzeptor-markierte Moleküle

Die Auftragung der Stöchiometrie in Abhängigkeit der FRET-Effizienz (Abb. 4.3) zeigt

die verschiedenen vorhandenen Moleküle in einer Lösung aus DNA10 und DNA20. Stöchio-

metriewerte im Bereich oberhalb von 0.80 kennzeichnen Moleküle, die nur mit einem
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Donor markiert sind, deren FRET-Effizienz nahe 0 ist. Der Bereich unterhalb von 0.35

kann Molekülen, die nur mit einem Akzeptor markiert sind, zugeordnet werden. Für

diese ist die FRET-Effizienz nicht definiert und sie sind somit über die gesamte x-Achse

verteilt aufzufinden. Die doppelt-markierten Moleküle sind im Bereich der Stöchiometrie

zwischen 0.35 und 0.80 zu finden, anhand der FRET-Effizienz können die beiden Popu-

lationen mit niedriger (DNA20) bzw. mit hoher (DNA10)-FRET-Effizienz unterschieden

werden.

4.1.2 Bestimmung des α-Faktors

Zur exakten Berechnung von absoluten FRET-Effizienzen wird, wie in Abschnitt 2.2.2

beschrieben, der Korrekturfaktor α = ηA·φA

ηD·φD
zur richtigen Gewichtung der unterschiedli-

chen Detektionseffizienzen und Quantenausbeuten der Farbstoffe benötigt. Bisher wurde

dieser Faktor entweder theoretisch berechnet, durch Faltung der Filterspektren mit der

Quantenausbeute oder experimentell durch Photobleichen des Akzeptors von immobili-

sierten Molekülen ermittelt [54]. Diese Werte stellen für Moleküle in Lösung allerdings

nur eine Näherung dar. Die Kombination von Burst Analysis mit gepulster Anregung

bietet alternativ dazu eine relativ einfache Möglichkeit, den α-Faktor für frei diffun-

dierende Moleküle zu messen [55]. Der Stöchiometriewert und die FRET-Effizienz ohne

Berücksichtigung des α-Faktors

Sα =
FGG + FRG

FGG + FRG + FRR

(4.2)

und

fEα =
FRG

FGG + FRG

, (4.3)

stehen in folgendem Zusammenhang:

1

Sα

= Ω + Σ · fEα, (4.4)

wobei Ω = 1 + αβ und Σ = β(1 − α) sind. β ist als das Verhältnis der Anregungsin-

tensitäten und Absorptionsquerschnitte von Akzeptor und Donor definiert: IAσA

IDσD
. Damit

ergibt sich für den α-Faktor:

α =
(Ω− 1)

(Ω + Σ− 1)
(4.5)

Ω und Σ können leicht durch lineare Regression durch zwei FRET-Populationen be-

stimmt werden (Abb. 4.4). Die α-Faktoren für die verwendeten Farbstoff-Paare sind im

Anhang D in Tabelle D.3 aufgelistet. Bei dieser Methode zur Bestimmung der α-Faktoren

ist zu beachten, dass es sich bei den so erhaltenen α-Faktoren nur um einen Mittelwert

handelt, im Einzelnen können die α-Faktoren von Molekül zu Molekül extrem hohe
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Abbildung 4.4: Auftragung des inversen Stöchiometriefaktors Sα gegen die unkorrigierte FRET-
Effizienz fEα für DNA10 und DNA20 zur Bestimmung des α-Faktors. Aus der Steigung Σ und dem
y-Achsenabschnitt Ω einer linearen Regression (schwarze Linie) durch die beiden Populationen lässt
sich der α-Faktor berechnen.

Schwankungen aufweisen, welche auf interne Dynamiken der Moleküle zurückzuführen

sind. Diese Ungenauigkeit führt zu einer Verbreiterung der Histogramme der FRET-

Effizienz.

4.2 FCCS mit PIE

4.2.1 PIE-FCCS ohne Übersprechen

In Abschnitt 3.4 wurde bereits diskutiert, dass es aufgrund der weit auslaufenden Emis-

sionsspektren der Fluorophore trotz bestmöglicher Filter zumeist nicht gelingt, die Spek-

tren der beiden Farbstoffe vollständig zu separieren (s. Abb. 3.8). Folglich wird Fluo-

reszenz, die von dem Farbstoff mit der kürzeren Wellenlänge emittiert wird, auch in

dem Detektionskanal des Fluorophors mit der längeren Wellenlänge detektiert1. Dieses

1Quantum Dots würden zwar aufgrund ihres schmalen Emissionsspektrums dieses Problem lösen, da
sie aber sehr groß sind und eine komplizierte Photodynamik aufweisen, sind sie für unsere Anwendungen



KAPITEL 4. ANWENDUNGSBEREICHE VON PIE 51

spektrale Übersprechen führt bei der Kreuzkorrelationsanalyse dazu, dass die Amplitu-

de nach Glg. 3.13 nicht direkt proportional zur Anzahl zweifarbig markierter Teilchen

ist, sondern auch von der Höhe des spektralen Übersprechen abhängt. Selbst bei einer

Lösung, in der sich keine zweifach markierten Teilchen befinden, ist die Kreuzkorrelati-

onsamplitude nach Glg. 3.15 von Null verschieden. Da PIE ermöglicht, zwischen roter

Emission und spektralem Übersprechen zu unterscheiden, kann mittels PIE das spektrale

Übersprechen herausgeschnitten werden.

Abbildung 4.5: Korrelationsfunktionen einer Lösung frei diffundierender, nicht wechselwirkender Farb-
stoffe (Atto532 und Atto647, je 2nM). Die CCF ohne PIE (Kreise) zeigt eine Amplitude von 13.0 %
aufgrund des spektralen Übersprechens, die CCF mit PIE eine Amplitude von -0.7 % (Dreiecke); beide
CCFs sind auf die ACF von Atto647 (Quadrate) normiert.

Zur Verifizierung wurde eine Kreuzkorrelationsanalyse von einer Probe mit zwei frei dif-

fundierenden, nicht wechselwirkenden Farbstoffen (Atto532 und Atto647) durchgeführt,

bei der ohne Übersprechen theoretisch keine Kreuzkorrelation zu erwarten wäre (Abb.

4.5). Mit diesem Datensatz wurde zum Einen eine ”gewöhnliche” Kreuzkorrelationsana-

lyse durchgeführt, bei der alle im grünen Detektionskanal registrierten Photonen (FGD)

mit solchen im roten Detektionskanal registrierten (FRD) korreliert wurden (Kreise in

Abb. 4.5). Zum Anderen wurden nur die Photonen im grünen Detektionskanal nach der

keine geeignete Alternative.
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grünen Anregung (FGG) mit solchen im roten Detektionskanal nach der roten Anregung

(FRR) korreliert (Dreiecke in Abb. 4.5). Beide Kreuzkorrelationen wurden auf die ACF

des roten Farbstoffes Atto647 (Quadrate in Abb. 4.5) normiert. Die auf die ”gewöhnliche”

Weise berechnete CCF zeigt eine Amplitude von 13.0 %, die, bei der mit PIE das spek-

trale Übersprechen herausgeschnitten wurde, eine Amplitude von -0.7 %.

Wie theoretisch erwartet, wurde ohne PIE eine positive, von Null verschiedene Am-

plitude erhalten. Mit PIE ist mit einem Wert von -0.7 % fast keine Kreuzkorrelation

zu beobachten. Jedoch ist eine geringe Antikorrelation zu bemerken, deren Ursache im

folgenden Abschnitt genauer diskutiert werden soll.

4.2.1.1 Antikorrelation

Zur genaueren Untersuchung der geringen Abweichung vom theoretisch erwarteten Wert

bei PIE-FCCS wurden weitere FCCS-Experimente mit der Farbstofflösung aus Atto532

und Atto647 bei verschiedenen Konzentrationen durchgeführt (s. Abb. 4.6). Damit soll

der Zusammenhang zwischen Zählrate und Amplitude der Antikorrelation im Detail bes-

ser verstanden und die mögliche Ursache herausgefunden werden.

Abbildung 4.6: links: Auf die ACF von Atto647 normierte Antikorrelationen für verschiedene Farb-
stoffkonzentrationen: 5 nM (hellgrau), 10 nM (grau), 15 nM (dunkelgrau) und 20 nM (schwarz). Die
Amplitude hängt von der Konzentration ab. rechts: Prozentuale Amplitude der Antikorrelationen in
Abhängigkeit von der gesamten Anzahl an Photonen pro Sekunde (grüner plus roter Detektionskanal).
Die Steigung 485 ± 39 ns entspricht der Totzeit der TCSPC-Karte.

Die Antikorrelationen für vier verschiedene Konzentrationen (grün: 5 nm, blau: 10 nm,

rot: 15 nm und schwarz: 20 nm) jeweils normiert auf die Amplitude der ACF von Atto647

sind in Abb. 4.6 (links) dargestellt. In Abb. 4.6 (rechts) sind die prozentualen Ampli-

tuden der Antikorrelationen in Abhängigkeit von der gesamten Anzahl der pro Sekunde

detektierten Photonen aufgetragen. Bei gleichen Versuchsbedingung (z.B. Laserleistung,

Justage), ist die Konzentration direkt proportional zur Zählrate und somit auch zur An-

tikorrelationsamplitude.
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Die Abhängigkeit der Antikorrelationsamplitude von der Zählrate legt die Vermutung

nahe, dass die Antikorrelation auf die Totzeit der Messkarte zurückzuführen ist. Die

TCSPC-Karte von PicoQuant hat laut Hersteller eine Totzeit von 350 ns. Da zur Auftei-

lung der verschiedenen Detektionskanäle nicht separate Messkarten, sondern ein Router2

verwendet wird, ist es möglich, dass während der Totzeit ein Photon z.B. im grünen

Detektionskanal registriert wird, während ein weiteres Photon im roten Detektionska-

nal nicht gezählt werden kann, da die Karte noch das grüne verarbeiten muss. Dadurch

nimmt die Wahrscheinlichkeit ab, dass ein Photon z.B. im roten Detektionskanal detek-

tiert wird, wenn gerade eines im grünen Kanal detektiert worden ist und umgekehrt.

Bei der CCF äußerst sich die Abnahme der Detektionswahrscheinlichkeit als eine Anti-

korrelation. Die Wahrscheinlichkeit, dass zwei Photonen während der Totzeit detektiert

werden, ist direkt proportional zur Zählrate: Je mehr Photonen pro Sekunde insgesamt

detektiert werden, desto höher ist die Wahrscheinlichkeit, dass zwei innerhalb der Tot-

zeit auftreffen. Die Steigung aus Abb. 4.6 entspricht daher der Totzeit der Karte, welche

demnach 485 ± 39 ns ist.

Ein endgültiger Nachweis, dass die Totzeit der Messkarte die Ursache für die Antikorrela-

tion ist, kann nur erbracht werden, wenn für jeden Kanal eine separate TCSPC-Karte zur

Verfügung stünde. Damit können Photonen in beiden Detektionskanälen gezählt werden,

unabhängig davon, ob gerade eines in dem anderen Detektionskanal registriert worden

ist. Die TCSPC-Karte von Becker&Hickl, die aus drei separaten, synchronisierten Mess-

karten (SPC-140), besteht, bietet diese Möglichkeit. Das oben beschriebene Experiment

wurde parallel mit der TCSPC-Karte von Becker&Hickl und der von PicoQuant wieder-

holt, diesmal mit einer Lösung aus Atto488 und Atto647. Wie in Abb. 4.7 eindeutig zu

erkennen ist, ist bei einer Zählrate von ca. 300kHz mit der TimeHarp200 eine eindeutige

Antikorrelation zu erkennen, die erwartungsgemäß bei der SPC-140 ausbleibt.

4.2.2 PIE-FCCS mit einem Detektor

Die Kombination von PIE mit FCCS ermöglicht weiterhin eine mehrfarbige Detektion

mit nur einem Detektor. Die Photonen werden hierbei aufgrund ihrer Ankunftszeit den

verschiedenen Anregungen zugeordnet. Sind die beiden Fluorophore so gewählt, dass

die Anregungswellenlänge nur einen der Farbstoffe anregt, können die Photonen den

verschiedene Farbstoffen zugeteilt werden. Diese Bedingung ist für den Farbstoff mit der

kürzeren Anregungswellenlänge leicht zu erfüllen, bei dem Farbstoff mit der längeren An-

regungswellenlänge ist es meist nicht zu vermeiden, dass es zu einer direkten Anregung

durch den Laser mit der kürzeren Wellenlänge kommt. Diese direkte Anregung liegt bei

geeigneter Wahl der Farbstoffe allerdings unter 5% und kann somit vernachlässigt wer-

2Durch den Router, der der TCSPC-Karte vorgeschaltet ist, ist es möglich, Photonen bis zu vier
verschiedenen Detektionskanälen zuzuordnen.
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Abbildung 4.7: Vergleich der Kreuzkorrelation mit den TCSPC-Karten von Becker&Hickl (SPC-140)
und PicoQuant (TimeHarp200): Von einer Lösung aus Atto488 und Atto647 wurden gleichzeitig mit
beiden Messkarten Kreuzkorrelationen aufgenommen. Bei der Messung mit den SPC-140-Karten (Dun-
kelgelb) ist die Amplitude wie erwartet Null, bei der Messung mit der TimeHarp200-Karte (Dunkelgrün)
ist wiederum eine deutliche Antikorrelation zu erkennen. Die Kreuzkorrelationen sind auf die mit der
jeweiligen TCSPC-Karte gemessenen Autokorrelationen von Atto647 normiert.

den. Ein Vorteil bei der Verwendung von nur einem Detektor ist, dass es kein spektrales

Übersprechen gibt, da die gesamte Fluoreszenz aufgrund der Anregung einem Farbstoff

zugeordnet wird und nicht aufgrund seiner Wellenlänge.

In Abb. 4.8 sind links die ACF von Atto532 (schwarz) und Atto647 (grau) und die CCF

(hellgrau) von DNA60 zu sehen, die mit zweifarbiger Detektion aufgenommen wurden.

Das spektrale Übersprechen wurde mittels PIE eliminiert. Für die rechte Abbildung wur-

de die gleiche Messung mit einem Detektionskanal wiederholt und die Photonen aufgrund

ihrer Ankunftszeit in die zwei Kanäle aufgeteilt. Die geringen Unterschiede zwischen

den Abbildungen sind darauf zurückzuführen, dass zwischen den beiden Messungen, die

Detektion neu justiert werden musste und somit einige Minuten vergangen sind. Die

Messung mit zwei Detektoren wurde zuerst durchgeführt, daher ist die Teilchenzahl hier

etwas höher, die Amplitude also niedriger. Im Verhältnis zur ACF des Atto647 beträgt

die Kreuzkorrelation aber für beide Messungen 92 %. Weiterhin könnten die verschiede-
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Abbildung 4.8: links: ACFs und CCF von DNA60 mit zweifarbiger Detektion, rechts: ACFs und CCF
von DNA60 mit einem Detektor

nen Emissionsfilter3 und der zusätzliche dichroitische Spiegel bei der Detektion mit zwei

Kanälen geringe Unterschiede hervorrufen.

4.2.3 PIE-FCCS in Gegenwart von FRET

Wie oben schon besprochen, ist FRET ein ähnliches Problem bei FCCS wie das spektrale

Übersprechen: auch hier werden Photonen im roten Kanal nach der grünen Anregung

detektiert. Wie in Abschnitt 3.5.1 theoretisch hergeleitet wurde kann dieses Problem um-

gangen werden, indem nicht der grüne Detektionskanal (FGD) mit dem roten (FRD) kor-

reliert wird, sondern das gesamte Signal nach der grünen Anregung (FGX = FGG +FRD)

mit dem Signal nach der roten Anregung (FRX ≈ FRR) korreliert wird. Zur Verifizierung

der theoretischen Voraussagen wurden Kreuzkorrelations-Experimente mit drei verschie-

denen Mischungen aus DNA10 und DNAA, womit das Verhältnis fGR,R verändert wurde,

durchgeführt. Obwohl sich die grüne Markierungseffizienz fGR,G bei diesem Experiment

also nicht verändert, d.h. die Amplitude der Kreuzkorrelation, normiert auf die rote

Autokorrelation, sollte theoretisch konstant bleiben, ändert sich die Amplitude bei der

Korrelation GGD×RD(τ), wie in Abb. 4.9 zu sehen ist, jedoch deutlich. Dies ist dadurch zu

erklären, dass die Amplitude der CCF bei gleichzeitigem FRET auch von fGR,R abhängt:

GGD×RD

GRR×RR

=

(
1− fE

1− fEfGR,G

)(
1 + f ′E

1 + f ′EfGR,R

)
NGR

〈NG +NGR〉〈NR +NGR〉
(4.6)

Die Korrelation der Photonen, die nach der grünen Anregung detektiert wurden (FGX),

mit denen, die nach der roten Anregung detektiert werden (FRR), führt aber bei allen

3Bei der Messung mit nur einem Detektor wurde ein Doppelbandpassfilter verwendet, welcher sowohl
im grünen als auch im roten Bereich öffnet. Dies führt dazu, dass gleichzeitig Streulicht aus beiden
spektralen Bereichen durchgelassen wird.
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drei verschiedenen Verhältnissen von fGR,R zu der gleichen Amplitude (Abb. 4.9 rechts):

GGX×RR

GRR×RR

= fGR,G =
〈NGR〉

〈NG +NGR〉
(4.7)

Hierbei werden die Photonen, die aufgrund von FRET nicht vom Donor emittiert werden

wieder zum Donorkanal addiert, so dass die Molekularen Helligkeiten identisch sind.

Abbildung 4.9: links: FCCS mit FRET ohne PIE bei Veränderung von fGR,R. Die Amplitude der CCF,
normiert auf die Amplitude der ACF von Atto647, hängt nicht nur von der Konzentration der grünen
Markierungseffizienz ab, sondern auch von der FRET-Effizienz. rechts: FCCS mit FRET mit PIE bei
Veränderung von fGR,R: Die Amplitude der CCF, normiert auf die Amplitude der ACF von Atto647,
hängt nur von der grünen Markierungseffizienz ab und bleibt somit konstant.

4.2.4 Bestimmung der FRET-Effizienzen mit PIE-FCCS

Zur Bestimmung von FRET-Effizienzen mit PIE-FCCS nach Glg. 3.31 wurden Messun-

gen an drei verschiedenen DNA-Strängen (DNA10, DNA15 und DNA20) bei verschiedenen

Markierungseffizienzen fGR,G und fGR,R durchgeführt (Abb. 4.10).

Der Vergleich mit den FRET-Effizienzen, die aus spFRET-Experimenten ermittelt wur-

den (Linien), zeigt eine sehr gute Übereinstimmung zwischen diesen beiden Methoden.

Allerdings werden in Abb. 4.10 auch die Grenzen der FRET-Bestimmung mit PIE-FCCS

deutlich. Da die FRET-Effizienzen durch das Verhältnis der Molekularen Helligkeiten

mit oder ohne Akzeptor berechnet werden, müssen beide Spezies in der Probe vorhan-

den sein. Befinden sich keine einfach grün markierten Spezies in der Lösung (fGR,G = 1)

werden GGG×RR = GGX×RR und Glg. 3.31 sinnlos. Auch bei fGR,R � 1 wird diese Me-

thode sehr ungenau, da in diesem Bereich die direkte Anregung signifikant werden kann.

FRET-Effizienzen zwischen 10 und 90 % können aber mit großer Genauigkeit bestimmt

werden. In Tabelle 4.1 sind alle erhaltenen FRET-Effizienzen für die verschiedenen DNA

und Markierungseffizienzen aufgelistet.

In dem verwendeten Aufbau war der Radius des roten Volumens ωrR
= (1.09−1.15)ωrG

,
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Abbildung 4.10: FRET-Effizienzen mit PIE-FCCS für DNA10 (Quadrate), DNA15 (Dreiecke) und
DNA20 (Kreise) bei verschiedenen Markierungseffizienzen fGR,G (rechts)und fGR,R (links). Die Linien
signalisieren die für die jeweilige DNA mittels spFRET bestimmte FRET-Effizienz.

was zu einem Unterschied im Volumen von ca. 25 bis 50 % führt. Die Ergebnisse in dieser

Arbeit wurden nicht auf die Unterschiede im Probenvolumen korrigiert.

DNA10 DNA15 DNA20

fE fG,GR fR,GR fE fG,GR fR,GR fE fG,GR fR,GR

Ursprüngliche Probe 0.66 0.82 0.46 0.18 0.49 0.40 0.08 0.51 0.61
0.67 0.41 0.40 0.20 0.39 0.40 0.13 0.18 0.60

Verdünnung mit DNAD 0.70 0.18 0.39 0.22 0.18 0.35 0.12 0.18 0.61
0.75 0.07 0.35 0.24 0.08 0.36 0.12 0.08 0.59
0.57 0.74 0.26 0.17 0.49 0.40 0.11 0.49 0.32

Verdünnung mit DNAA 0.69 0.83 0.13 0.20 0.52 0.26 0.15 0.49 0.15
0.72 0.75 0.07 0.31 0.49 0.13 0.24 0.48 0.06

spFRET 0.67 0.25 0.13

Tabelle 4.1: FRET-Effizienzen bei verschiedenen Verdünnungen mit DNAD und DNAA

PIE-FCCS zur Bestimmung von FRET-Effizienzen hat den Vorteil, dass FCCS im Ge-

gensatz zu den spFRET-Messungen mit bis zu zehntausendfach höheren Konzentratio-

nen durchgeführt werden kann und somit eine attraktive Alternative zu Einzelmolekül-

FRET-Messungen bietet. Manche Dynamiken können aufgrund ihrer geringen Affinität

beispielsweise nicht auf einzelmolekularer Ebene untersucht werden. Gerade bei in vivo-

Anwendungen in der Zelle ist es praktisch unmöglich, Markierungseffizienzen zu bestim-

men oder die Konzentrationen so genau einzustellen, dass spFRET-Messungen möglich

sind. Selbst schnelle Dynamiken könnten mit dieser Methode untersucht werden, da sich

eine Änderung der FRET-Effizienz während des Aufenthalts im Volumen in der CCF

GGG×RR ähnlich wie ein Triplet-Zustand zeigen sollte.
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4.3 Laser Scanning Microscopy (LSM) mit PIE

Bei abbildenden Methoden wie LSM oder Weitfeld-Mikroskopie findet PIE ebenfalls

nützliche Anwendungen: Zum Einen können das spektrale Übersprechen herausgefiltert

und Autofluoreszenz von Zellen erkannt werden, zum Anderen können ultrasensitive Kol-

lokalisationsmessungen durchgeführt werden.

Abbildung 4.11: Bild einer mit DsRed markierten HeLa-Zelle, die mit Cy5-markierten Polyplexen
transfiziert wurde: (a) Überlagerung der Abbildung aller Photonen aus dem roten und grünen Detek-
tionskanal. Die Abbildung kann in den grünen Detektionskanal (b) und den roten Detektionskanal (c)
aufgespalten werden. Mittels PIE können diese Bilder wiederum in grüne Detektion nach grüner An-
regung (d), in rote Detektion nach grüner Anregung (e) und in rote Detektion nach roter Anregung
(f) aufgeteilt werden. Die Überlagerung von (d) und (f) führt zur Abbildung (g), die gegenüber (a) im
Kontrast aufgrund des fehlenden Übersprechens deutlich verbessert ist.
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Die Erhöhung des Kontrastes durch Eliminierung des spektralen Übersprechens konn-

te anhand von HeLa-Zellen, die mit Polyplexen transfiziert wurden, gezeigt werden. Die

Aktinfilamente der HeLa-Zellen waren mit DsRed markiert und konnten somit im grünen

Detektionskanal detektiert werden. Die Plasmid-DNA in den Polyplexen war mit dem

rot fluoreszierenden Cy5 markiert. Abbildungen der Zellen wurden erhalten, indem die

Probe mit Hilfe des Piezoscanners rasternd über das konfokale Messvolumen bewegt

wurde. Wie in Abb. 4.11 dargestellt, ist der Kontrast des ursprünglichen Bildes (a) sehr

schlecht, da im roten Detektionskanal die Zelle aufgrund von spektralem Übersprechen

deutlich zu erkennen ist (c). Dieses Bild kann aber aufgrund von PIE in zwei Bilder zer-

legt werden: eines nach der grünen Anregung (e), bei dem nur die Zelle zu erkennen ist,

und eines nach der roten Anregung (f), bei dem die Polyplexe deutlich zu erkennen sind.

Da es kein spektrales Übersprechen vom roten Farbstoff in den grünen Detektionskanal

gibt, ändert sich für den grünen Detektionskanal nichts (d). Überlagerung der Bilder

grüne Detektion nach grüner Anregung (d) und roter Detektion nach roter Anregung (f)

führt zur Abbildung (g), die im Gegensatz zur ursprünglichen Abbildung (a) deutlich

kontrastreicher ist.

Abbildung 4.12: Abbildung einer HeLa-Zelle, deren Aktinfilamente mit DsRed transfiziert wurden und
die mit Cy5-markierten Polyplexen infiziert wurde. Die Abbildung wurde mit einem einzigen Detektor
aufgenommen, die Fluoreszenz wurde aufgrund ihrer Anregungsquelle dem grünen (DsRed) bzw. dem
roten (Cy5) Farbstoff zugeordnet.

Die zweite oben erwähnte Möglichkeit zur Anwendung von PIE bei abbildenden Metho-
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den ist die Datenaufnahme mit nur einem Detektor für hochauflösende Kollokalisations-

messungen, indem - ähnlich wie bei der FCCS mit einem Detektor - die beiden Farben

nur aufgrund ihrer Anregungsquelle unterschieden werden. Auch diese Anwendung konn-

te am Beispiel der Ds-Red markierten HeLa-Zellen, die mit Cy5-markierten Polyplexen

transfiziert wurden, gezeigt werden. Für Abb 4.12 wurde die Fluoreszenz nach der grünen

Anregung dem grünen Farbstoff (DsRed) zugeordnet, die Fluoreszenz nach der roten An-

regung dem roten Farbstoff (Cy5). Die direkte Anregung des roten Farbstoffs nach der

grünen Anregung muss auch hier als vernachlässigbar klein angenommen werden. Da-

durch dass hierbei beide Farben mit der identischen Optik auf den Detektor abgebildet

werden, können sonst notwendige Transformationen beim Überlagern der beiden Bilder

vermieden werden.

PIE wurde inzwischen auch für die Weitfeld-Mikroskopie eingeführt [56]. Bei dieser Tech-

nik wird mit einem Laser eine Fläche von ca. 50 × 50 µm2 ausgeleuchtet und mit einer

CCD-Kamera die Fluoreszenz aufgenommen. Dadurch können Filme mit Bildfrequenzen

von 10 Bildern pro s aufgenommen werden, allerdings unter Verlust der Tiefenschärfe.

Die Repetitionsraten der Laserpulse müssen hierbei nicht im Bereich von MHz liegen,

sondern können im Millisekunden-Bereich sein. Daher reicht es aus, die alternierende An-

regung über Blenden zu betreiben. Vor allem Autofluoreszenz der Zelle kann hierdurch

von dem eigentlichen Signal unterschieden werden.

4.4 Time-Gated-FCS

Die gepulste Anregung kann auch bei nur einfarbigen Messungen Vorteile haben. Hier

wird die Lebensdauerinformation dafür verwendet, dass Photonen innerhalb eines be-

stimmten Zeitintervalls tG nach der Anregung unterdrückt werden. Diese Methode kann,

wie Lamb et. al zeigen konnten, dafür verwendet werden, Hintergrund- und Streulicht

zu unterdrücken, Reaktionskinetiken und Heterogenitäten in der Lebensdauer der mar-

kierten Biomoleküle zu untersuchen [57]. In der ursprünglichen Arbeit von Lamb et. al

wurden die Photonen durch ein Hardware-Gate unterdrückt. Hier soll nun am Beispiel

der Unterdrückung von fluoreszentem Hintergrund gezeigt werden, dass diese Methode

bei der Verwendung einer TCSPC-Karte leicht mit Software durchzuführen ist.

Die Lebensdauer eines Farbstoffes nimmt nach der Anregung gewöhnlich in einem mono-

exponentiellen Verlauf ab (s. Abschnitt 2.1). Streulicht von Laser oder Ramanstreuung

und Hintergrundlicht hat meist eine deutlich kürzere Lebensdauer als die Fluoreszenz-

farbstoffe, es erreicht beinahe simultan mit dem Anregungspuls den Detektor. Wenn also

die Photonen, die direkt nach dem Anregungspuls detektiert werden, nicht für die Kor-

relationsanalyse verwendet werden, kann das Streulicht eliminiert werden.

Zur experimentellen Bestätigung wurde hier eine Lösung aus Atto488 und ANS (1-

anilino-8-naphtalene sulfonic acid) und zum Vergleich eine Lösung mit nur Atto488 mit
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Abbildung 4.13: Autokorrelationsanalyse einer Lösung aus Atto488 und ANS (türkis) und einer
Lösung der gleichen Konzentration Atto488 (rechts). Durch Unterdrückung der Photonen, die in den
ersten 1.2 ns bzw. 3.1 ns nach der Anregung detektiert werden, steigt die Amplitude der Mischung aus
Atto488 und ANS deutlich an (blau und grün).

der gleichen Konzentration verwendet. Atto488 hat eine Lebensdauer von 3.2 ns und

ANS in wässriger Lösung eine Lebensdauer von weniger als 100 ps. Bei letzterem ist also

die Form und Breite des Laserpulses und nicht die Lebensdauer für die Ankunftszeit ent-

scheidend. ANS ist in wässriger Lösung ein sehr schlechter Farbstoff, so dass er hier als

künstlicher autofluoreszentes Hintergrundsignal eingesetzt wird. Mit beiden Lösungen

wurde eine Autokorrelationsanalyse durchgeführt und wie in Abb. 4.13 zu sehen ist, ist

die Amplitude der Mischung aus Atto488 und ANS (türkis) nur etwa halb so hoch wie

die des reinen Farbstoffs (lila), obwohl die Konzentration von Atto488 identisch war.

Werden allerdings die Photonen, die in den ersten 1.2 ns (blau) bzw. 3.1 ns (grün) nach

der Anregung detektiert wurden, nicht in die Analyse einbezogen, steigt die Amplitu-

de beinahe auf den Wert der Amplitude des reinen Farbstoffs Atto488. Die Amplitude

erreicht trotz einer Unterdrückungszeit von 3.1 ns die Amplitude der reinen Atto488-

Lösung nicht. Dies begründet sich vermutlich darin, dass der Laserpuls (PDL 808 Sepia

mit LDH-P-C-470) vermutlich aufgrund der Faser, durch die er geleitet wird, schon eine

relativ große Breite im Gegensatz zu der vom Hersteller angegebenen 63 ps hat. In Abb.

4.14 ist dies an dem Abfall der Fluoreszenzintensität von ANS zu erkennen, da der Abfall

überwiegend durch die Breite des Lasers und nicht durch die äußerst kurze Lebensdauer
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Abbildung 4.14: Die Lebensdauer von reinem ANS und dem Gemisch aus Atto488 und ANS. Die
Zeiten, bis zu der die Photonen unterdrückt wurden, sind farblich entsprechend gekennzeichnet (1.2 ns
blau, 3.1 ns grün).

von ANS geprägt ist. Daher ist es leider nicht möglich, die als künstliches Streulicht ein-

gesetzte Fluoreszenz des ANS vollständig zu eliminieren. Wie an den ACF zu erkennen

ist, nimmt auch das S/N-Verhältnis deutlich ab, da durch die lange Unterdrückungszeit

von 3.2 ns eine nicht zu vernachlässigende Anzahl an Photonen nicht in die Analyse mit

einbezogen wird. Diese Methode ist also nur mit deutlich kürzeren Laserpulsen sinnvoll

einzusetzen.

4.5 Drei-Farben-FRET

FRET wird überwiegend zur Untersuchung von intermolekularen Wechselwirkungen und

Konformationsänderungen im Bereich von 10 bis 100 Å verwendet [58]. Durch die Li-

mitierung der zugänglichen Abstände auf höchstens 100 Å ist Zwei-Farben-FRET auf

kleinere Moleküle beschränkt und es können des Weiteren nur relativ einfache Dynami-

ken untersucht werden, da nur ein einziger Abstand bestimmt werden kann. Durch einen

dritten Farbstoff können Informationen über drei Abstände gewonnen werden, wodurch

deutlich komplexere Moleküldynamiken beobachtet werden können. Die Erweiterung von

FRET durch einen zusätzlichen Farbstoff wurde bereits in einigen Ensemble-Messungen

[48, 58, 49], aber auch schon in ersten Einzelmolekülmessungen angewandt [50, 59]. Gera-
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de bei drei Farben ist PIE besonders wichtig, da eine effiziente Markierung mit drei ver-

schiedenen Farbstoffen äußerst schwierig zu realisieren ist und nur mit PIE die dreifarbig

markierten Moleküle aussortiert werden können [59]. Das größte Potential liegt allerdings

darin, dass mit PIE gleichzeitig, d.h. in einer einzigen Messung, drei Abstände bestimmt

werden können. Bei geeigneter Anordnung der drei Farbstoffe können 2-dimensionale

Informationen über die Struktur und Dynamik gewonnen werden.

4.5.1 Farbstoffwahl

Eine besondere Schwierigkeit bei Drei-Farben-FRET liegt bei der Farbstoffwahl. Die

Farbstoffe müssen einerseits spektral so weit getrennt voneinander liegen, dass eine ein-

deutige spektrale Trennung von Anregung und Emission möglich ist. Andererseits sind

die verwendeten Detektoren (APD) nur in einem eingeschränkten spektralen Bereich sen-

sitiv, unterhalb von 500 nm nimmt deren Sensitivität schnell ab. Hinzu kommt weiterhin

die Ramanstreuung der Laserstrahlung an Wassermolekülen, die rotverschoben zur Fluo-

reszenz ist, aber damit in den Fluoreszenzbereich des nächsten Farbstoffes fallen könnte.

Die Entscheidung fiel hier für die Kombination Atto488, Atto565 und Atto700 mit den

Anregungswellenlängen 470 nm, 568 nm und 690 nm. Die Förster-Radien liegen für die-

se Farbstoff-Paare in Wasser für Atto488/Att565 bei 64 Å, für Atto488/Atto700 bei 44

Å und für Atto565/Atto700 bei 62 Å. Theoretisch werden so alle Kriterien bestmöglich

erfüllt, wie sich allerdings später herausstellte, bereitete vor allem der blaue Farbstoff, At-

to488, einige Schwierigkeiten. Aufgrund seines breiten Emissionsspektrums gab es etwa

30 % Übersprechen in den gelben Detektionskanal (s. Abb. 3.8). Ausserdem wurde At-

to565 zu etwa 8 % von dem blauen Laser mit der Wellenlänge 470 nm angeregt. Deshalb

ist die Bestimmung der FRET-Effizienz von Atto488 nach Atto565 entsprechend unge-

nau und die Verteilungen sind extrem breit. Des Weiteren lag die Farbstoffkonzentration

des Atto488 etwa 5- bis 10-fach niedriger als die der Farbstoffe Atto565 und Atto700.

Ob der Farbstoff nicht aktiv oder nicht gebunden war, konnte den FCS-Messungen nicht

entnommen werden.

4.5.2 Two-Step FRET

Zur Justage und zur Überprüfung des Aufbaus wurden zwei DNA-Stränge (DNA3F1 und

DNA3F2) verwendet, die jeweils an verschiedenen Positionen mit den drei Farbstoffen

markiert waren. Die Sequenzen und die Markierungspositionen sind Abb. 4.15 zu ent-

nehmen.

Bei DNA3F1 wird kein FRET zwischen den Farbstoffen erwartet, da der Abstand zwi-

schen Atto488 und Atto565 sowie zwischen Atto488 und Atto700 jeweils 41 bp, also etwa

140 Å, und der Abstand zwischen Atto565 und Atto700 82 bp, also etwa 280 Å, beträgt.

In Abb. 4.16 sind die erhaltenen FRET-Histogramme dargestellt.
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Abbildung 4.15: Aufbau und Sequenz der linearen DNA zur Justage des Drei-Farben-Aufbaus: Bei
DNA3F1 wird kein FRET erwartet, da der Abstand zwischen den Farbstoffen jeweils 41 bzw. 82 bp
beträgt, bei DNA3F2 beträgt der Abstand jeweils 10 bzw. 20 bp, weshalb es zu FRET kommen kann.

Durch Anpassung einer Gaußverteilung an die Histogramme, ergeben sich FRET-Effizi-

enzen von fE12 = −6.7 % zwischen Atto488 und Atto565, fE13 = 0.5 % zwischen Atto488

und Atto700 und fE23 = 2.6 % zwischen Atto565 und Atto700. Für die Farbstoff-Paare

Atto488/Atto700 und Atto565/Atto700 entsprechen die erhaltenen Werte exzellent den

theoretisch erwarteten, nur für das Paar Atto488/Atto565 ergibt sich eine im Vergleich

zur Genauigkeit der Zwei-Farben-Messungen relativ große Abweichung. Allerdings ist

dies bei einem derartig hohen Übersprechen und großer direkter Anregung nicht ver-

wunderlich. In den Breiten der Verteilungen zeigt sich diese Ungenauigkeit ebenfalls.

Während die Breiten der Verteilungen von Atto488/Atto700 und Atto565/Atto700 bei-

de bei 17 % liegen, beträgt die von Atto488/Atto565 26 %.

Ebenso wurden die FRET-Effizienzen der DNA3F2 bestimmt, deren Verteilungen in Abb.

4.17 zu sehen sind. Für den Abstand zwischen Atto488 und Atto565 ergibt die Anpassung

einer Gaußverteilung einen Wert von fE12 = 62.4 %, zwischen Atto488 und Atto700 einen

Wert von fE13 = 47.3 % und zwischen Atto565 und Atto700 einen Wert von fE23 = 13.4

%.

Diese Werte können mit den Förster-Radien, die für diese DNA wie in Abschnitt D.4

bestimmt wurden, in Abstände umgerechnet werden. Die zugehörigen Histogramme die-

ser Abstandsverteilungen sind in Abb. 4.18 dargestellt.

Aus den Histogrammen ergibt sich ein Wert von 55 Å für Atto488/Atto565, 40 Å für

Atto488/Atto700 und 75 Å für Atto565/Atto700. Die Abstände zwischen den Farbstof-

fen betragen 10 bp für Atto488/Atto565 sowie für Atto488/Atto700, was in etwa einer

Windung der DNA-Doppelhelix und 34 Å entspricht. Zwischen Atto565 und Atto700 lie-

gen 20 bp also zwei Windungen oder 68 Å. Hier muss kein zylindrischen Modell der DNA
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Abbildung 4.16: Histogramme der FRET-Effizienzen der DNA3F1. Alle drei FRET-Effizienzen sind
ungefähr Null, was aufgrund der Abstände zwischen den Farbstoffen (41 bzw. 82 bp) zu erwarten ist.

angewandt werden, da die Farbstoffe sich an derselben Seite der DNA-Helix befinden.

Für Atto488/700 und Atto565/Atto700 stimmen die erhaltenen Werte sehr gut mit den

theoretisch erwarteten überein. Die geringen Abweichungen sind darauf zurückzuführen,

dass die Farbstoffe aufgrund des etwa 10 Å langen Verbindungsstücks zur DNA etwas

Bewegungsfreiheit haben und des Weiteren bei der Berechnung der Förster-Radien an-

genommen wurde, dass beide Farbstoffe frei rotieren können (κ2 = 2/3). Für das Paar

Atto488/Atto565 weicht der Wert mit 55 Å allerdings signifikant von dem zu erwar-

tenden ab, was wiederum auf die Ungenauigkeit aufgrund des Übersprechens und der

direkten Anregung zurückzuführen ist.

Zur weiteren Überprüfung der Methode wurde die DNA3F2 in zwei weiteren Varianten

mit jeweils nur zwei Farbstoffen hergestellt und die erhaltenen Verteilungen aus den Zwei-

Farben-Messungen mit den Histogrammen aus den Drei-Farben-Messungen verglichen.

Bei der Hybridisierung wurde dazu Strang 4 bzw. Strang 6 weggelassen (vgl. Abb. 4.15).

Dadurch besitzt die DNA zwar einen langen einzelsträngigen Überhang, in dem hier
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Abbildung 4.17: Histogramme der FRET-Effizienzen der DNA3F2. Durch Anpassung einer Gaußver-
teilung ergeben sich daraus FRET-Effizienzen von fE12 = 62.4 % für Atto488/Atto565 (links oben),
fE13 = 47.3 % für Atto488/Atto700 (rechts oben) und fE23 = 13.4 % für Atto565/Atto700 (unten).

interessanten Bereiche sollte sie allerdings als Doppelstrang vorliegen. Mit dieser DNA

wurden jeweils Zwei-Farben-Messungen für Atto488/Atto565 sowie für Atto488/Atto700

durchgeführt, wobei die Ergebnisse in Abb. 4.19 zu sehen sind. Für das Farbstoffpaar

Atto565/Atto700 ist der Vergleich zwischen Zwei- und Drei-Farben-Messung nicht nötig,

da hier wie in Abschnitt 3.3.1 beschrieben, immer nur ein Zwei-Farben-Prozess stattfin-

det.

Für Atto488/Atto565 ergibt sich daraus eine FRET-Effizienz von 64.8 % bzw. ein Ab-

stand von 54 Å, was in exzellenter Übereinstimmung mit den Werten, die aus den Drei-

Farben-Messungen erhalten wurden, ist. Dahingegen wird für Atto488/Atto700 ein Wert

von 34.0 %, was einem Abstand von 44 Å entspricht, ermittelt. Dies weicht von den

aus den Drei-Farben-Messungen erhaltenen Werten signifikant ab, wobei überraschender

Weise die Werte der Drei-Farben-Experimente deutlich besser mit der Theorie überein-

stimmen. Der Unterschied aus den Zwei- bzw. Drei-Farben-Experimenten könnte sich

zum Einen daraus erklären, dass die DNA nur zum Teil zu einem Doppelstrang hy-
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Abbildung 4.18: Histogramme der Abstände für die DNA3F2. Für Atto488/Atto700 (rechts oben) und
Atto565/Atto700 (unten) werden Abstände von 40 Å und 75 Å gemessen, was mit dem erwarteten Wert
sehr gut übereinstimmt, bei Atto488/Atto565 wurde ein Abstand von 55 Å bestimmt (links oben), was
bei Berücksichtigung des hohen Übersprechens und der hohen direkten Anregung ebenfalls hinreichend
genau bestimmt werden konnte.

bridisiert war, was möglicherweise einen Einfluss auf die Umgebung der Farbstoffe und

damit auf den Förster-Radius hatte, zum Anderen daraus, dass der α-Faktor für dieses

Farbstoff-Paar nur aus den α-Faktoren von Atto488/Att565 und Atto565/Atto700 be-

rechnet wurde.

Die Breiten der Gaußverteilungen sind für Atto488/Atto565 15 Å /41 % bei der Zwei-

Farben-Messung bzw. 17 Å/47 % bei der Drei-Farben-Messung, für Atto488/Atto700

beträgt die Breite des Zwei-Farben-Experiments 9 Å /30 % und des Drei-Farben-

Experiments 12 Å /49 %. Die Verteilungen sind wie erwartet sowohl für die Abstände

als auch für die FRET-Effizienzen bei den Drei-Farben-Messungen breiter. Zur Berech-

nung der FRET-Effizienzen von Atto488/Atto565 sowie Atto488/Atto700 wird nach Glg.

3.8 die FRET-Effizienz von Atto565/Atto700 benötigt, bei Atto488 und Atto700 sogar

zusätzlich nach Glg. 3.9 noch die FRET-Effizienz Atto488/Atto565. Dadurch wird der
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Abbildung 4.19: Zwei-Farben-Messungen für DNA3F2, wobei bei der Hybridisierung Strang 6 (oben)
bzw. Strang 4 (unten) weggelassen wurde. Die FRET-Effizienzen betragen 64.8 % für Atto488/Atto565
und 34.0 % für Atto488/Atto700. Umgerechnet in Abstände ergeben sich daraus 54 Å bzw. 44 Å.

Fehler der FRET-Effizienz fE23 in den beiden anderen fortgepflanzt, bei fE13 zusätzlich

der von fE12 .

4.6 Signal/Rausch-Verhältnis mit PIE

Eine wichtige Frage ist, welche Auswirkungen die gepulste Anregung auf das S/N-

Verhältnis hat. Es gibt zwei Ursachen, die sich negativ auf das S/N-Verhältnis auswirken

könnten: das Weglassen einiger Photonen bei der Berechnung der FCCS und der limi-

tierte Anregungszyklus, der u.a. zu Sättigungseffekten führen könnte.

Bei FCCS ohne spektrales Übersprechen werden die Photonen, die im roten Kanal nach

der grünen Anregung detektiert werden (FRG), bei der Auswertung nicht berücksichtigt.

Diese aussortierten Photonen sind zum einen auf das spektrale Übersprechen zurück-

zuführen und zum anderen auf die direkte Anregung des roten Farbstoffes durch den

grünen Laser. Ersteres sollte zu keiner Verschlechterung des S/N-Verhältnisses führen,

da die Photonen größten Teils durch Lichtstreuung und nicht durch Fluoreszenz entste-
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hen. Letztere Photonen enthalten zwar relevante Informationen, da aber im Normalfall

die direkte Anregung unter 5 % liegt, ändert sich dadurch das S/N-Verhältnis nicht ent-

scheidend. Bei FCCS mit FRET werden alle detektierten Photonen berücksichtigt, so

dass hier keine Verschlechterung des S/N-Verhältnisses durch die Verwendung von PIE

zu erwarten ist.

Abbildung 4.20: Molekulare Helligkeit in Abhängigkeit der Pulsfrequenz: aufgrund des limitierten
Anregungszyklus nimmt die Molekulare Helligkeit mit sinkender Pulsfrequenz ab.

Einen größeren Einfluss auf das S/N-Verhältnisses hat die Molekulare Helligkeit ε auf-

grund ihrer Abhängigkeit von der Pulsfrequenz. Die Molekulare Helligkeit nimmt mit sin-

kender Pulsfrequenz aufgrund des limitierten Anregungszyklusses ab. Die Abhängigkeit

der Molekularen Helligkeit von der Pulsfrequenz von Atto647 ist in Abb. 4.20 zu sehen.

Dafür wurde Atto647 bei verschiedenen Pulsfrequenzen mit dem Diodenlaser LDH-P-

C-635B angeregt und die Molekulare Helligkeit mittels FCCS bestimmt. Anschließend

wurde zum Vergleich ein cw-Laser (HeNe) mit λ= 633 nm in dieselbe Faser eingekoppelt,

so dass sich weder Anregungs- noch Detektionsstrahlengang veränderten, und ebenfalls

die Molekulare Helligkeit bestimmt. Die mittlere Anregungsintensität wurde konstant

bei 50 µW gehalten. Zwischen einer Pulsfrequenz von 80 MHz und kontinuierlicher An-

regung ist kein Unterschied messbar, bei einer Pulsfrequenz von 5 MHz müssen allerdings

Verluste von bis zu 60 % in Kauf genommen werden.
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Aufgrund des langsamen AOMs konnte hier nur bei Pulsfrequenzen von 10 MHz gear-

beitet werden. Wenn allerdings ausschließlich ps oder kürzer gepulste Laser verwendet

werden, ist einzig die Lebensdauer der Farbstoffe der limitierende Faktor. Bei 2 Farben

könnte so eine Repetitionsrate von 27 MHz und bei drei Farben von 20 MHz erreicht wer-

den. Eine weitere Möglichkeit für die spFRET-Messungen wäre unregelmäßig zu pulsen,

also z.B. nur nach jedem dritten grünen Puls einen roten Puls. Da rot nur als Kontrolle

verwendet wird, ist hier die Molekulare Helligkeit nicht für das S/N-Verhältnis entschei-

dend.

Der Einfluss der Sättigung auf FCS-Messungen mit cw- und gepulster Anregung wurde

von Enderlein et al. [60] beschrieben. Vor allem der Diffusionskoeffizient ist stark von der

Anregungsleistung und der Pulsfrequenz abhängig. Bei den hier vorgestellten Messun-

gen konnte allerdings kein signifikanter Einfluss der Pulsfrequenz auf die Diffusionszeit

beobachtet werden.

4.7 Zusammenfassung

In diesem Kapitel konnte anhand einfacher Testsysteme gezeigt werden, wie die durch

PIE zugängliche Zusatzinformation, von welcher Anregungsquelle ein Fluoreszenzphoton

erzeugt wurde, effektiv in der konfokalen Fluoreszenzspektroskopie eingesetzt werden

kann.

Für die Bestimmung von FRET-Effizienzen mittels Burst-Analysis können die Moleküle

sortiert werden, indem parallel Stöchiometrie und FRET-Effizienz bestimmt werden.

Damit können in die Auswertung nur solche Moleküle, die mit einem aktiven Donor

und Akzeptor markiert sind, einbezogen werden, was eine äußerst genaue Bestimmung

der FRET-Effizienzen auch im Bereich kleine FRET-Effizienzen ermöglicht. Vor allem

bei der Erweiterung auf drei spektral unterschiedliche Farbstoffe ist die Sortierung

der Moleküle essentiell, da die Markierungseffizienz bei dreifach markierten Molekülen

deutlich schlechter ist. Insbesondere müsste hier aber ein besserer blauer Farbstoff als

Atto488 mit einem deutlich schmäleren Emissionsspektrum, gefunden werden, wodurch

Drei-Farben-FRET vor allem bei der Untersuchung von Konformationsänderungen bei

der Bindung von Proteinen an DNA von großem Nutzen sein könnte.

In der abbildenden Mikroskopie können mit PIE Zwei-Farben-Experimente mit nur

einem Detektor durchgeführt werden, was hochsensitve Kollokationsmessungen erlaubt,

da alle Farben mit derselben Optik abgebildet werden. Bei der Verwendung eines

Zwei-Kanal-Aufbaus kann das spektrale Übersprechen herausgeschnitten werden und

somit der Kontrast der Bilder erhöht werden.

Bei FCCS kann durch PIE das spektrale Übersprechen herausgeschnitten werden,

wodurch sich der sensitive Bereich erhöht. Diese FCCS-Experimente ohne Übersprechen

können mit PIE auch mit nur einem Detektor durchgeführt werden. Des Weiteren kann
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mit PIE eine quantitative Kreuzkorrelationsanlayse an Komplexen, bei denen zusätzlich

FRET auftritt, durchgeführt werden. Darüberhinaus kann aus diesen Messungen

gleichzeitig die FRET-Effizienz bestimmt werden. Ein großer Vorteil dieser Methode ist,

dass im Gegensatz zu sonst üblichen Techniken keine Kalibrierung der Markierungseffi-

zienz vorgenommen werden muss und sie nicht vom spektralen Überlapp beeinflusst wird.
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Kapitel 5

Untersuchung der

Chaperonin-gesteuerten

Proteinfaltung

Viele Proteine können in vivo nur von Chaperoninen unterstützt effizient falten. Die

genaue Funktionsweise der Chaperonin-unterstützten Proteinfaltung ist jedoch noch

nicht vollständig verstanden. Hier wurden spFRET-Messungen an Chaperonin-Substrat-

Komplexen durchgeführt, um die Heterogenität der einzelnen Zustände während des Fal-

tungszyklusses besser charakterisieren zu können. Dazu wird zunächst eine Einführung

in die Struktur von Proteinen und Proteinfaltung gegeben, bevor die Ziele dieses Teil-

projekts präzisiert und die Ergebnisse diskutiert werden.

5.1 Proteine

Proteine gehören zu den häufigsten biologischen Makromolekülen und bilden den Haupt-

teil der Trockenmasse einer Zelle. Aufgrund ihrer enormen Bandbreite an verschiedenen

Funktionen spielen sie in fast allen biologischen Prozessen eine entscheidende Rolle. Pro-

teine katalysieren als Enzyme chemische Reaktionen in biologischen Systemen oder fun-

gieren als Transporter von kleinen Molekülen (z.B. Hämoglobin) und Ionen, sind in die

Synthese der zellulären Energiequelle ATP involviert, steuern als Motorproteine (z.B.

Myosin, Aktin) die Muskelkontraktion und sind für Infektionen, als Antikörper aber

auch für die Immunabwehr verantwortlich [61].

Trotz ihrer funktionellen Vielfalt bestehen Proteine aus max. 20 vergleichbaren Grund-

bausteinen, den Aminosäuren, die kovalent zu linearen Polymeren verbunden sind. Diese

α-Aminosäuren setzen sich aus einem Wasserstoffatom, einer Carboxyl-, einer Amino-

gruppe und einer an den α-Kohlenstoff gebundenen Seitenkette zusammen (s. Abb. 5.1).

Die Seitenketten, die auch als Aminosäure-Reste bezeichnet werden, unterscheiden sich

73
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Abbildung 5.1: Aminosäuren bestehen aus einer Carboxyl-, einer Aminogruppe, einem Wasserstoffa-
tom und einer variablen Seitenkette, die an den α-Kohlenstoff gebunden sind

dabei in Struktur, Größe, elektrischer Ladung, Fähigkeit zur Ausbildung von Wasser-

stoffbrücken und chemischer Reaktivität. Der Rest kann ein einzelnes Wasserstoffatom

wie beim Glycin sein, aber auch aus insgesamt 18 Kohlenstoffen, Wasserstoffen und

Stickstoffen wie beim Tryptophan bestehen.

Abbildung 5.2: Unter Abspaltung eines Wassermoleküls können Aminosäuren sich über eine Peptid-
bindung zu Ketten verbinden. Die Peptidbindung (grau hinterlegt) ist eine starre, planare Einheit.

Zwei Aminosäuren können durch Abspaltung eines Wassermoleküls eine kovalente Bin-

dung, die sogenannte Peptidbindung, ausbilden, die in Abb. 5.2 dargestellt ist. Die Pep-

tidbindungen bilden das Rückgrat derart gebildeter Aminosäureketten, die allgemein

Peptide genannt werden. Abhängig von der Anzahl verknüpfter Aminosäuren werden

auch die Bezeichnungen Oligopeptide, Polypeptide oder Proteine verwendet. Konventi-

onsgemäß beginnt das Peptid mit der freien α-Aminogruppe (amino- oder N-terminaler

Rest) und endet mit der freien α-Carboxylgruppe (carboxy- oder C-terminaler Rest).

Aminosäuren haben ein Molekulargewicht - abhängig von ihrer Seitenkette - von un-

gefähr 100 D1. Ein Protein, welches aus bis zu einigen Tausend Aminosäuren aufgebaut

sein kann, kann also ein Molekulargewicht von bis zu 106 Dalton aufweisen.

1Ein Dalton (D) entspricht einer Atommasseneinheit.
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5.1.1 Proteinstruktur

Die Proteinstruktur wird in vier Komplexitätsebenen beschrieben. Als Primärstruktur

wird die lineare Sequenz der Aminsosäurereste bezeichnet. Die Sekundärstruktur be-

schreibt die räumliche Anordnung benachbarter Aminosäurereste, die teilweise in pe-

riodischen Strukturen wie α-Helix, β-Faltblatt oder β-Schleifen angeordnet sind. Die

Tertiärstruktur bezieht sich auf die räumliche Anordnung der Sekundärstrukturen und

beschreibt damit die dreidimensionale Anordnung aller Aminosäuren des Proteins. Be-

steht ein Protein aus mehreren Untereinheiten (Domänen), wird die räumliche Anord-

nung dieser Domänen zueinander durch die Quartärstruktur beschrieben. Die native

Struktur des Proteins ist bereits in der Primärstruktur festgelegt [62].

Proteinstrukturen können mit Röntgenstrukturanalyse und Kernmagnetresonanz (NMR)

mit einer Auflösung von unter 3 Å bestimmt werden.

5.1.2 Proteinfaltung

Der Ablauf der Proteinsynthese in der Zelle kann im Allgemeinen durch folgendes Schema

dargestellt werden:

DNA
Transkription−→ RNA

Translation−→ Protein

DNA-Sequenzen, in deren Genen die Aminosäuresequenzen der Proteine kodiert sind,

werden in eine Boten-RNA (messenger -RNA) umgeschrieben (Transkription). Diese In-

formation wird dann in den Ribosomen zu einer Aminosäuresequenz übersetzt (Trans-

lation). Ein solches gerade exprimiertes (naszierendes) Protein muss sich während und

nach der Synthese falten, um seine native Struktur zu erlangen [63]. Die treibende Kraft

für diese Reaktion ist ein kleiner, jedoch signifikanter Unterschied der freien Enthalpie

zwischen nativer und denaturierter Struktur.

Die Peptidbindung wie in Abb. 5.2 dargestellt ist eine starre planare Einheit, die beiden

Einfachbindungen zwischen Stickstoff bzw. dem Carbonylkohlenstoff weisen jedoch große

Rotationsfreiheit auf. Theoretisch wären also unzählige Konformationen möglich, aber

nur einige wenige besitzen die biologische Funktion. Würde die Proteinfaltung durch

Probieren verschiedener Konformationen ablaufen, würde z.B. ein Faltungsprozess eines

Proteins aus 100 Aminosäuren länger als 1077 Jahre dauern, wenn jede Konformation in

100 fs ausprobiert würde (Levinthal Paradoxon).

Der komplexe Faltungsprozess eines Proteins ist bis heute nicht vollständig aufgeklärt,

zwei verschiedene Modelle werden hauptsächlich diskutiert. Ersteres geht davon aus,

dass sich zunächst lokale Sekundärstrukturen bilden, die durch Diffusion und Kollisi-

on mit anderen Sekundärstrukuren in Tertiärstrukturen kollabieren. Das zweite Modell

nimmt einen spontanen Kollaps an, der von den hydrophoben Wechselwirkungen der

unpolaren Seitenketten ausgelöst wird. In diesem kollabierten Zustand (molten globule)

existieren bereits große Anteile an Sekundärstrukturen und somit weit weniger Konfor-
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mationsmöglichkeiten.

Thermodynamisch kann der Faltungsprozess durch einen Faltungstrichter der Freien Ent-

halpie beschrieben werden, in dem das Protein über verschiedene Pfade zum globalen

Minimum der Freien Enthalpie, das den nativen Zustand widerspiegelt, gelangen kann.

Teile der Proteinpopulation können dabei metastabile Zwischenzustände, sogenannte ki-

netische Fallen, bilden, die in Abb. 5.3 durch lokale Minima repräsentiert werden [64].

Abbildung 5.3: Die Energielandschaft der Proteinfaltung kann durch einen Faltungstrichter beschrie-
ben werden. Zu Beginn liegen viele Konformationen vor, die Entropie ist also groß, im Laufe der Prote-
infaltung nimmt die Entropie ab, da es immer weniger verschiedene Zustände gibt. Die Einbuchtungen
spiegeln Faltungsintermediate wieder. (Abb. nach [64])

5.2 Molekulare Chaperone

Lediglich kleine Proteine (weniger als 100 Aminosäuren) mit einer Domäne können sich

in der Regel in vitro schnell und effizient spontan falten. Größere Proteine mit mehreren

Domänen bilden oft Zwischenzustände mit hoher Tendenz zur unspezifischen Aggre-

gatbildung, so dass der Faltungsprozess äußerst ineffizient verläuft [65]. In vitro kann

durch Optimierung der physikalisch-chemischen Parameter wie Konzentration, Tempe-
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ratur oder Ionenstärke die Ausbeute erhöht werden, was unter physiologischen Bedin-

gungen in der Zelle nicht möglich ist [66]. Bei den in der Zelle vorliegenden sehr hohen

Makromolekülkonzentrationen (300 g/l) wäre ohne die Intervention spezifischer Faltungs-

helfer die Aggregation häufige Nebenreaktion. Diese Helferproteine werden molekulare

Chaperone genannt, die auf unterschiedliche Art und Weise unproduktive Nebenreaktio-

nen und Aggregation ungefalteter Polypeptidketten in der gefüllten, komplexen intrazel-

lulären Umgebung verhindern. Allerdings falten sie in der Regel ihre Substrat-Proteine

nicht aktiv und verändern auch nicht deren Faltungskinetik, sondern erhöhen nur die

Effizienz des Faltungsprozesses [67].

Im Allgemeinen binden diese Chaperone an hydrophobe Reste oder unstrukturierte

Peptidbindungs-Rückgrate, die im nativen Protein typischerweise eingeschlossen und so-

mit nicht mehr zugänglich für andere reaktive Oberflächen sind.

Stressfaktoren wie erhöhte Temperatur aber auch Ethanol, Sauerstoffmangel oder

Schwermetallionen führen oft zur Entfaltung und Aggregation von Proteinen [68]. Des-

wegen werden die molekularen Chaperone, die auch als Hitzeschockproteine (Hsp) be-

zeichnet werden, unter Stress in erhöhtem Maße exprimiert. Die Namensgebung und die

Einteilung in Klassen erfolgt aufgrund ihres Molekulargewichts, beispielsweise ist Hsp60

ein Hitzeschockprotein mit etwa 60 kD schweren Untereinheiten. Die am besten unter-

suchten Klassen sind die Hsp60- und Hsp70-Familien.

Die Familie der Hsp70-Chaperone spielt zum Beispiel eine wichtige Rolle bei der de-novo-

Proteinfaltung und beim Transport von Proteinen durch Membranen [69]. Sie binden an

hydrophobe Reste von gerade synthetisierten Polypeptidketten und denaturierten Pro-

teinen, um sie in einem für die Faltung geeigneten Zustand zu bewahren oder um die

Faltung zu blockieren, damit sie durch Membranen geschleust werden können. Die Hsp60,

die auch Chaperonine genannt werden, bestehen aus zwei zylindrischen Ringen und bil-

den bis zu 1 MD schwere Komplexe. In den von diesen Doppelringen gebildeten Taschen

können die Proteine, geschützt vor unerwünschten intermolekularen Wechselwirkungen

im Cytosol, falten [65].

5.2.1 Das Chaperonin-System GroEL-GroES

Eines der bekanntesten und am besten untersuchten Chaperonine ist das in Escherichia

coli2 vorkommende Chaperonin-System GroEL/GroES, welches etwa 10-15 % der zel-

lulären Proteine bei der Faltung unterstützt [67].

GroEL ist ein 800 kD schwerer Doppelring, wobei jeder dieser Ringe aus jeweils sieben

identischen, 57 kD Untereinheiten zusammengesetzt ist (s. Abb 5.4). Die Untereinhei-

ten bestehen aus drei Domänen: die äquatoriale Domäne ist für die ATP/ADP-Bindung

und die stabile Verbindung zwischen den beiden heptameren Ringen verantwortlich, die

2Escherichia coli ist eine Bakterienzelle, die im menschlichen Verdauungstrakt zu finden ist.
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Abbildung 5.4: Die Struktur des GroEL/GroES Systems (PDB 1AON [70]): GroEL besteht aus zwei
heptameren Ringen aus 57 kD Untereinheiten und wird bei der Proteinfaltung von einem ebenfalls hept-
ameren Co-Chaperonin GroES unterstützt, welches wie ein Deckel an einen der Ringe, den sogenannten
cis-Ring, des GroEL bindet.

apikale Domäne besitzt einige freiliegende hydrophobe Reste an der Öffnung der GroEL-

Taschen, um das Substrat und das Co-Chaperonin GroES zu binden, die mittlere ist eine

flexible, gelenkartige Domäne, die die äquatoriale und die apikale Domäne verbindet und

große Konformationsänderungen ermöglicht. Das Co-Chaperonin GroES ist ebenfalls ein

heptamerer Ring aus 10 kD Untereinheiten, der abhängig von der ATP-Hydrolyse an

einen der beiden GroEL-Ringe wie ein Deckel bindet [71]. Die Seite, an die GroES-

gebunden ist, wird als cis-Ring bezeichnet, die andere als trans-Ring. Letztere zeigt eine

hohe Affinität für ungefaltetes Substrat.

Der Reaktionspfad der GroEL/GroES gesteuerten Proteinfaltung ist in Abb. 5.5 dar-

gestellt. GroEL ist in seiner Funktion asymmetrisch: An einen der heptameren Ringe

(cis-Ring) sind 7 ADP und GroES gebunden, die andere Seite (trans-Ring) ist frei, so

dass ein Substrat daran binden kann (Abb. 5.5a). Die Bindung von 7 ATP, je eines pro

Untereinheit, an diesen trans-Ring führt zu strukturellen Neuordnungen, was einem an-

deren GroES ermöglicht, an diesen Ring zu binden. Dabei wird das Substrat von der neu

gebildeten Tasche eingeschlossen. Gleichzeitig induziert die Bindung des ATP an den

trans-Ring die Dissoziation der 7 ADP und des GroES vom ursprünglichen cis-Ring und

die Freilassung eines möglicherweise in dieser Tasche eingeschlossenen Substratproteins.

Da die cis-Seite die ist, an der GroES gebunden ist, sind nun cis- und trans-Ring im

Vergleich zu Abb. 5.5a vertauscht (Abb. 5.5b). Die strukturelle Neuordnung wird durch

die flexible mittlere Domäne ermöglicht, wodurch die Taschen ein etwa doppelt so grosses

Volumen erlangen und die hydrophoben Oberflächen innerhalb der GroEL-Tasche in hy-
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Abbildung 5.5: Vereinfachtes Schema des GroEL/GroES-Reaktionszyklusses (nach [65]): Zu Beginn
sind am cis-Ring GroES und 7 ADP gebunden, in diesem Hohlraum kann sich ein vollständig gefaltetes
Protein befinden. Der trans-Ring ist frei, um ein ungefaltetes Protein zu binden (a). An den trans-
Ring binden anschließend GroES und 7 ATP, was die Dissoziation des GroES und der 7 ADP am
vorherigen cis-Ring und die Freilassung des vollständig gefalteten Proteins auslöst (b). Nun kann das
eingeschlossene Protein in etwa 10 s entweder vollständig falten (c) oder in einen Zwischenzustand
übergehen (d) und wird durch erneute Bindung von 7 ATP und GroES an der trans-Seite freigesetzt
(e/f). Das Faltungsintermediat kann erneut an einen trans-Ring des GroEL binden, bis es zu der nativen
Form gelangt.
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drophile umgewandelt werden. Das ungefaltete Protein kann nun in dem neu gebildeten

cis-Hohlraum durch Hydrolyse von ATP falten (Abb. 5.5c/d). Auf der anderen Seite,

jetzt ein trans-Ring, kann während des Faltungsprozesses wieder ein noch ungefaltetes

oder nur teilweise gefaltetes Protein assoziieren, das darauffolgende Binden von ATP löst

wiederum das Öffnen des cis-Rings durch Dissoziation der 7 ADP und des GroES und

somit die Freisetzung des Substrats aus (Abb. 5.5e/f).

Für den Faltungsprozess stehen etwa 10s zur Verfügung, was durch die Dauer der ATP-

Hydrolyse vorgegeben wird. Dieser Zyklus wird so lange wiederholt bis das Protein

vollständig gefaltet ist. Proteine bis zu einem Molekulargewicht von etwa 60kD können so

in den GroEL-Taschen falten. Der Faltungszyklus wird sowohl über das GroEL/Substrat-

Verhältnis als auch durch die ATP-Bindung und -Hydrolyse allosterisch reguliert. Bei

steigender ATP-Konzentration steigt auch die Affinität des GroEL für ATP und die für

das Substrat sinkt [72].

In der Regel beschleunigen molekulare Chaperone die Proteinfaltung nicht, sondern

erhöhen nur deren Ausbeute. Einige Chaperonine, wie GroEL können den Faltungspro-

zess allerdings auch beschleunigen, möglicherweise durch Ebnen der Energielandschaft

beim Falten [65]. Eine weitere ungeklärte Frage ist, inwieweit GroEL nur als passiver

Schutz vor Aggregation dient oder ob es aktiv in die Proteinfaltung eingreift, beispiels-

weise durch partielle Entfaltung des Substrats bei der Bindung an GroEL, um falsch

gefaltete Zwischenzustände auf einen produktiven Faltungsweg zurückzuführen [73].

5.3 Ergebnisse

In diesem Projekt wurden die verschiedenen Zwischenstufen des GroEL-

Faltungszyklusses, die in Abb. 5.6 dargestellt sind, anhand von Schnappschüssen

mittels spFRET untersucht.

Abbildung 5.6: Schema der verschiedenen Zwischenstufen, die mit spFRET untersucht werden sollen:
denaturiertes Protein, GroEL-Substrat-Komplex, GroEL-Substrat-Komplex mit ATP, GroEL-GroES-
Substrat-Komplex mit ATP, natives Protein

Obwohl das GroEL/GroES-System zu den best untersuchten Chaperon-Systeme zählt,
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ist bis heute nicht vollständig verstanden, wie GroEL im Detail die Proteinfaltung

unterstützt. Dabei ist vor allem unverstanden, inwieweit GroEL aktiv in den Faltungs-

zyklus eingreifen kann. Zum Beispiel ist nicht klar, welche Auswirkung die strukturelle

Neuordnung der GroEL-Tasche auf die Konformation des Substrat-Proteins hat und wie

diese Neuordnung die Beschleunigung des Faltungsprozesses beeinflusst, wie heterogen

die Konformation des Chaperon-Substrat-Komplexes ist und welche Auswirkungen

Heterogenitäten auf die anschließende Faltung haben. Bisher wurden an solchen Sy-

stemen noch keine Fluoreszenzspektroskopie-Messungen auf dem Einzelmolekülniveau

durchgeführt, die aber zum besseren Verständnis der Chaperonin-gesteuerten Protein-

faltung beitragen könnten [72]. Die Proteinfaltung ist inhärent ein heterogener Prozess,

da viele verschiedene Pfade existieren, die schließlich zum korrekt gefalteten Protein

führen [74]. Daher haben sich spFRET-Messungen als ideale Methode zur Untersuchung

von Proteinfaltung erwiesen. Durch Burst Analysis mit PIE lassen sich die Prozesse

der Proteinfaltung mit hoher Genauigkeit analysieren ohne durch Immobilisierung

induzierte Oberflächeneffekte in Kauf nehmen zu müssen [75].

5.3.1 Das Substrat: Maltose-Binding-Protein

Als Substratprotein wurde das Maltose Binding Protein (MBP) gewählt, welches ein in

vivo-Substrat des GroEL ist. MBP ist Teil des Maltose/Maltodextrin-Transportsystems

der Escherichia coli -Bakterien und für die Aufnahme und den effizienten Katabolismus

des Maltodextrins verantwortlich [76]. MBP besteht aus 396 Aminosäuren und ist in zwei

etwa gleich große Domänen aufgeteilt, die N- und die C-Domäne. Das Molekulargewicht

beträgt 43 kD. Die Maltose/das Maltodextrin bindet in der Furche zwischen den beiden

Domänen [77].

In der Gruppe von F.U. Hartl am Max-Planck-Institut für Biochemie wurde die Zweifach-

Mutante DM-MBP (double mutant-MBP) hergestellt, bei der an Position 8 die Ami-

nosäure Valin durch Glycin und an Position 283 Tyrosin durch Asparaginsäure ersetzt

ist. Das DM-MBP faltet spontan mit einer Halbwertszeit von t1/2 ≈ 1900 s, also etwa

75-mal langsamer als das Wildtyp-MBP, welches mit einer Halbwertszeit von t1/2 ≈ 25 s

faltet. Von GroEL unterstützt ist die Faltungsrate des DM-MBP allerdings im Vergleich

zur spontanen Faltung etwa 13-fach beschleunigt (t1/2 ≈ 145 s). Zusätzlich wurden in das

DM-MBP an verschiedenen weiteren Positionen Cystein-Reste kloniert, welche mit der

Maleimid-Gruppe der synthetischen Farbstoffe Atto532 und Atto647N reagieren3. Diese

weiteren Mutationen und Markierungen mit Farbstoffen haben zu keinem signifikanten

Unterschied in der Faltungsrate des DM-MBP geführt. Insgesamt standen 10 verschie-

dene Mutanten zur Verfügung, für die zunächst die spFRET-Verteilung des nativen und

3Im folgenden werden diese Mutanten des DM-MBP jeweils in Klammern mit den Positionen gekenn-
zeichnet, an denen eine Aminosäure durch Cystein ersetzt wurde. DM-MBP(52C-298C) bedeutet also
beispielsweise, dass sich die Markierungen an Positionen 52 und 298 der Mutante DM-MBP befinden.
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des denaturierten Zustands bestimmt wurde. Im Folgenden wird hauptsächlich auf die

beiden Mutanten DM-MBP(52C-298C) und DM-MBP(175C-298C) fokussiert.

Abbildung 5.7: Proteinstruktur des MBP mit Farbstoffmarkierung an Aminosäureresten 52C und
298C (links) und 175C und 298C (rechts) (PDB 1OMP [77] dargestellt mit PyMol [78])

In Abbildung 5.7 sind die zwei verschieden markierten Mutanten DM-MBP(52C-298C)

und DM-MBP(175C-298C) abgebildet. Die jeweils markierten Aminosäuren sind rot

hervorgehoben. Die dazugehörigen spFRET-Verteilungen der nativen und denaturier-

ten Proteine sind in Abb. 5.8 dargestellt.

Der Abstand zwischen den Markierungspositionen im Protein beträgt laut Kristallstruk-

tur für DM-MBP(52C-298C) 33 Å, aus der spFRET-Messung ergibt sich ein Abstand

von 35 Å. Für DM-MBP(175C-298C) beträgt der Abstand aus der Kristallstruktur 32

Å, der gemessene 34 Å. Diese Genauigkeit ist dabei überraschend, da gerade bei Pro-

teinen Fluoreszenzlöschung oder Veränderungen der photophysikalischen Eigenschaften

der Farbstoffe auftreten können.

Die spFRET-Verteilungen der anderen 8 Markierungsmutanten sind im Anhang E dar-

gestellt. Die gemessenen Abstände des nativen und des denaturierten Proteins sowie die

Abstände im nativen Protein gemäß der Kristallstruktur sind in Tabelle 5.1 zusammen-

gefasst. Im Allgemeinen stimmen die mittels spFRET bestimmten Abstände sehr gut mit

den Abständen aus der Kristallstruktur überein. Lediglich für DM-MBP(30C-298C) und

DM-MBP(30C-312C) ist die Abweichung signifikant. Da beide Mutanten an Position 30

markiert sind, könnte es sein, dass das Protein in Lösung in diesem Bereich eine relativ

hohe Mobilität aufweist.

Die an der denaturierten Struktur bestimmten Abstände sollen mit den Vorhersagen

des Freely Jointed Chain-Modells (FJC) zur Beschreibung von Polymerketten verglichen

werden. Bei diesem Modell wird angenommen, dass jeder Bindungsvektor vollständig

unabhängig von jedem anderen Bindungsvektor der Kette ist. Die Konformation wird

also als Zufallsbewegung beschrieben, bei der jeder Schritt unabhängig von dem vor-

hergehenden zufällig gesetzt wird [79]. Die Schrittlänge l entspricht dabei der Mono-
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Abbildung 5.8: spFRET-Verteilungen von DM-MBP (52C-298C) und DM-MBP (175C-298C) nativ
(a und b) und denaturiert (c und d)

DM-MBP nativKristall[Å] nativFRET [Å] denaturiert[Å]

175C-298C 32 34 60

134C-298C 37 38 57

73C-298C 32 36 65

52C-298C 33 35 65

30C-298C 27 39 60

52C-312C 39 39 73

30C-312C 30 40 70

345C-298C 36 33 47

30C-134C 61 61 58

30C-175C 40 42 52

Tabelle 5.1: Vergleich der mit spFRET gemessenen Abstände des nativen Proteins mit den Abständen
aus der Kristallstruktur, zusätzlich sind die mit spFRET gemessenen Abstände im denaturierten Protein
aufgelistet.

merlänge. Werden jegliche Wechselwirkungen zwischen den Monomeren vernachlässigt,

so kann aufgrund der Selbstähnlichkeit des Polymers jedes Teilstücks zwischen zwei Mar-
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kierungen des DM-MBP als eine FJC-Polymerkette angesehen werden. Die mit spFRET

bestimmten mittleren End-zu-End-Abstände
√
〈−→R

2
〉 stehen nach dem FJC-Modell mit

der Anzahl der dazwischenliegenden Aminosäuren n in folgendem Zusammenhang:

〈−→R
2
〉 = n · l2. (5.1)

Abbildung 5.9: Die mit spFRET ermittelten End-zu-End-Abstände zwischen den verschiedenen Mar-
kierungspositionen der DM-MBP-Mutanten wurden gegen die Anzahl der Aminosäuren, die zwischen
den Markierungen liegen, aufgetragen. Die Steigung entspricht nach dem FJC-Modell dem Quadrat der
Konturlänge und konnte hier als l=3.1 ± 0.4 Å ermittelt werden.

In Abb. 5.9 wurden die mittleren End-zu-End-Abstände gegen die Anzahl der Ami-

nosäuren zwischen den Markierungen n aufgetragen. Aus der Steigung kann nach Glg.

5.1 die Konturlänge eines einzelnen Aminosäurerests erhalten werden: l=3.1 ± 0.4

Å. Bei Berücksichtigung der Einfachheit des FJC-Modells, ist dieser Wert in guter

Übereinstimmung mit dem in der Literatur zu findenden Wert von 3.65 ± 0.02 Å [80].

Letzterer wurde allerdings mittels AFM-basierter Kraftspektroskopie durch Strecken der

Moleküle bestimmt, wodurch sich größere Werte ergeben könnten.

5.3.2 GroEL-Mutanten

Für die Untersuchungen wurden zunächst das Wildtyp-GroEL und eine Mutante, die nur

aus einem der heptameren Ringe besteht (SR1), verwendet. SR1 kann nicht den oben



KAPITEL 5. UNTERSUCHUNG DER CHAPERONIN-GESTEUERTEN
PROTEINFALTUNG 85

beschriebenen Zyklus durchlaufen, da die Dissoziation des GroES nicht ausgelöst werden

kann. Ein Substrat kann zwar in SR1 falten, bleibt aber in der Tasche eingeschlossen [81].

Im Weiteren wurden die GroEL-Mutanten GroEL-D87K, die kein ATP binden kann, und

GroEL-D398A verwendet, die keine ATP-Hydrolyse durchführen kann.

5.3.3 Heterogenität des GroEL gebundenen Substrats

Zunächst wurde die Heterogenität des GroEL/SR1 gebundenen Substrats untersucht.

Dazu musste zuerst die Stabilität des Protein-Chaperonin-Komplexes überprüft wer-

den, wozu FCS-Messungen an DM-MBP(52C-298C) alleine, an GroEL gebunden und an

SR1 gebunden durchgeführt wurden. Ein stabiler Substrat-Chaperonin-Komplex sollte

aufgrund des großen Molekulargewichts von GroEL (800kD) bzw. SR1 (400kD) einen

deutlich kleineren Diffusionskoeffizienten als das Protein alleine besitzen.

Abbildung 5.10: Autokorrelationsanalyse des Substrats DM-MBP(52C-298C) im nativen (grün) und
ungefalteten (türkis) Zustand, an GroEL (blau) und an SR1 gebunden (rot) sowie spontan (schwarz),
mit GroEL (magenta) und mit SR1 (olivgrün) zurückgefaltet. Der Diffusionskoeffizient des Proteins
allein beträgt DMBP = 4.8 · 10−11 m2/s, an SR1 gebunden DMBP+SR1 = 2.6 · 10−11 m2/s und an
GroEL gebunden DMBP+GroEL = 2.0 · 10−11 m2/s

Wie Abb. 5.10 zu entnehmen ist, sind die Diffusionskoeffizienten des nativen Prote-

ins (grün) und die der auf unterschiedliche Weisen zurückgefalteten Proteine gleich
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(Dnat = 4.8 · 10−11 m2/s), unabhängig davon, ob die Rückfaltung spontan (schwarz),

in GroEL (magenta) oder in SR1 (olivgrün) stattgefunden hat. Der Diffusionskoeffi-

zient des ungefalteten Proteins ist etwas niedriger (Dunf = 4.4 · 10−11 m2/s), da der

hydrodynamische Radius des ungefalteten Proteins größer ist als der der nativen Struk-

tur. Der Diffusionskoeffizient des GroEL-MBP-Komplexes weicht im Gegensatz dazu

deutlich ab und beträgt DMBP+GroEL = 2.0 · 10−11 m2/s, der des SR1-MBP-Komplexes

DMBP+SR1 = 2.6 · 10−11 m2/s.

Der Diffusionskoeffizient ist invers proportional zur dritten Wurzel des Molekularge-

wichts (D ∝ 3
√
M) [40], weshalb ein Verhältnis der Diffusionskoeffizienten des MBP und

des Chaperonin-MBP-Komplexes von einem Faktor 2.6 bzw. 2.2 erwartet würde. Aus

der Messung ergibt sich ein Verhältnis von 2.4 für MBP/GroEL und 1.8 für MBP/SR1.

In der Lösung liegt also hauptsächlich der Chaperonin-Substrat-Komplex vor.

G
ro
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L

DM-MBP(52C-298C) DM-MBP(175C-298C)
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Abbildung 5.11: FRET-Verteilungen von DM-MBP(52C-298C) und DM-MBP(175C-298C) gebunden
an GroEL (a und b) und an SR1 (c und d)

An diesen Chaperonin-Substrat-Komplexen wurden nun spFRET-Messungen durchge-

führt, wobei auch in den pM-Lösungen ein 50-facher Überschuss von GroEL über MBP

verwendet wurde, um auszuschließen, dass sich in der Lösung ungebundendes Sub-

strat befindet. Die zugehörigen spFRET-Verteilungen sind in Abb. 5.11 dargestellt. Der
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GroEL-MBP-Komplex zeigt eine bimodale Verteilung mit Maxima bei 70 % FRET-

Effizienz und bei 4 % (Abb. 5.11a), wobei sich etwa 35 % der Moleküle in der Verteilung

mit niedriger FRET-Effizienz befinden. Der Vergleich mit der Verteilung des ungefalte-

ten Zustands (fE=11 %) zeigt, dass dieser Zustand eine noch niedrigere FRET-Effizienz

aufweist und damit noch weiter geöffnet ist. Die niedrige FRET-Verteilung kann also

nicht auf ungebundenes Substrat zurückgeführt werden. Im Gegensatz dazu zeigt der

SR1-MBP-Komplex nur eine schwach bimodale Verteilung. Der Großteil der Moleküle

(∼ 80 %) befindet sich in einer breiten Verteilung um 70 % FRET-Effizienz (Abb. 5.11c).

Bei Ensemble-Messungen zeigte sich im Mittel ebenfalls eine niedrigere FRET-Effizienz

für den GroEL-Komplex als für den SR1-Komplex, weshalb die Verteilung bei niedrigen

FRET-Effizienzen auch nicht auf einen Effekt, der nur bei niedrigen Konzentrationen

auftritt, zurückzuführen ist.

Um auszuschließen, dass die Verteilung um 4 % FRET-Effizienz auf Komplexe zurück-

zuführen ist, bei denen an beiden heptameren Ringen des GroEL ein Substrat gebunden

ist, wurde eine FCCS-Analyse durchgeführt. Dazu wurde eine äquimolare Mischung aus

denaturiertem DM-MBP, welches entweder mit nur einem Akzeptor- oder mit nur einem

Donor-Fabstoff markiert war, in Puffer mit GroEL verdünnt. Bindet an beiden Seiten

des GroEL ein Protein, so ist mit 50 %-iger Wahrscheinlichkeit eines rot und eines grün

markiert, so dass es zu einer Kreuzkorrelation zwischen diesen beiden Farbstoffen kom-

men sollte.

Die Kreuzkorrelationsanalyse einer solchen Mischung zeigt aber, dass sich im Rahmen der

Messgenauigkeit, die durch PIE deutlich erhöht ist, keine zweifarbig-markierten Komple-

xe in der Lösung befinden (Abb. 5.12). Die Verteilung bei niedrigen FRET-Effizienzen

kann also weder mit ungebundenem Protein noch mit Komplexen, bei denen auf beiden

Seiten ein Protein gebunden ist, erklärt werden.

Entsprechende spFRET-Messungen an Substrat-Chaperonin-Komplexen wurden auch

mit den anderen Mutanten des DM-MBP durchgeführt, um zu sehen, ob die bimoda-

le Verteilung der FRET-Effizienzen, d.h. die Entfaltung einiger Substratproteine, ein

lokaler Effekt ist und damit nur bei bestimmten Markierungspositionen zu beobach-

ten ist. Abb. 5.11 b und d zeigen die Verteilungen der Komplexe aus DM-MBP(175C-

298C) und GroEL bzw. SR1, die beide eine ähnliche Verteilung an FRET-Effizienzen

mit einem Maximum bei 61 % (GroEL) bzw. 62 % (SR1) aufweisen. Die Verteilung bei

niedrigen FRET-Effizienzen ist bei dem DM-MBP(175C-298C)-GroEL-Komplex deut-

lich schwächer ausgeprägt als bei DM-MBP(52C-298C). Alle anderen Mutanten haben

ähnliche Verteilungen der FRET-Effizienz, die teilweise eine, teilweise auch zwei Popula-

tionen im gebundenen Zustand aufzeigen. Die zugehörigen FRET-Verteilungen sind im

Anhang E zu finden, in Tabelle 5.2 sind die zugehörigen FRET-Effizienzen und, falls

vorhanden, der Anteil An der Moleküle, die sich im niedrigen FRET-Zustand befinden,

aufgelistet.
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Abbildung 5.12: Kreuzkorrelationsanalyse des GroEL-Substrat-Komplexes, bei dem die Hälfte des
MBP nur mit Atto532 und die andere Hälfte nur mit Atto647N markiert ist. Im Rahmen der Messge-
nauigkeit, ist keine Kreuzkorrelation zu erkennen, woraus geschlossen werden kann, dass nicht an beiden
Seiten des GroEL ein Protein gebunden ist.

GroEL SR1
fEniedrig [%] fEhoch [%] An [%] fEniedrig [%] fEhoch [%] An [%]

175C-298C 8 61 21 - 62 -

134C-298C 5 67 20 - 64 -

73C-298C 1 71 23 6 65 34

52C-298C 6 67 35 10 62 18

30C-298C 9 50 18 - 62 -

52C-312C 1 59 37 10 54 25

30C-312C 2 52 37 - - -

345C-298C - 72 - - 74 -

30C-134C - 63 - - 63 -

30C-175C - 76 - 7 60 29

Tabelle 5.2: Auflistung der FRET-Effizienzen der GroEL-Substrat-Komplexe und SR1-Substrat-
Komplexe sowie des Anteils der Moleküle, die sich im niedrigen FRET-Zustand befinden.



KAPITEL 5. UNTERSUCHUNG DER CHAPERONIN-GESTEUERTEN
PROTEINFALTUNG 89

Zusätzlich wurde als Kontrolle ein Polyprolin an das C-terminale Ende des DM-MBP

kloniert. Dieses besteht aus 10 Prolinen und je einem Cystein an den Enden der Poly-

prolinkette, an die ein Donor- bzw. ein Akzeptorfarbstoff angebracht wurden. Die Po-

lyprolinkette weist eine hohe Steifheit auf, weshalb sich die FRET-Effizienz unter den

verschiedenen Bedingungen nicht ändern sollte [75]. Dieses Protein zeigte keinen Unter-

schied in der FRET-Effizienz im Rückfaltungspuffer an GroEL oder SR1 gebunden oder

ungefaltet im Denaturierungspuffer Rb (s. unten). Dies zeigt, dass die Farbstoffe und der

Brechungsindex nicht durch die unterschiedlichen Puffer beeinflusst werden.

5.3.4 Allosterische Regulation des GroEL-Zyklus

Chaperonine erleichtern die Proteinfaltung durch Energie (ATP)-abhängige strukturel-

le Neuordnungen, die zeitlich und räumlich auf komplizierte Weise allosterisch reguliert

werden. Die ATP-Bindung und Hydrolyse dienen dabei als Signal für die Substrat- und

GroES-Bindung und die anschließende Freilassung des Proteins.

Die allosterische Regulation durch ATP wurde untersucht, indem GroEL-DM-MBP(52C-

298C)-Komplexe bei verschiedenen Konzentrationen von ATP gebildet wurden. Da die

ATP-Hydrolyse deutlich schneller als die Messung abläuft wurde hierzu eine GroEL-

Mutante (GroEL-D398A) verwendet, die keine ATP-Hydrolyse durchführen kann. Mit

zunehmender ATP-Konzentration verliert die Verteilung mit niedriger FRET-Effizienz

an Bedeutung und ist ab etwa 10 µM nicht mehr beobachtbar (Abb. 5.13a).

Dieser Vorgang ist reversibel: wird die Probe bei nanomolarer Protein-Konzentration mit

2 mM ATP angesetzt und anschließend 500-fach in Puffer ohne ATP verdünnt, kann die

Verteilung bei niedriger FRET-Effizienz erneut beobachtet werden (Abb. 5.13b).

Wird hingegen eine GroEL-Mutante (GroEL-D87K) verwendet, die ATP nicht bin-

den kann, wird kein Unterschied zwischen den Verteilungen bei verschiedenen ATP-

Konzentrationen beobachtet. Die Konformationsänderungen des GroEL-Substrat-Kom-

plexes sind also auf die Bindung von ATP und nicht auf die bloße Anwesenheit von ATP

in der Lösung zurückzuführen.

Die zwei heptameren Ringe des GroEL befinden sich in einem ATP-abhängigen Gleich-

gewicht zwischen zwei Zuständen: dem T-Zustand (tense state) mit hoher Bindungs-

affinität für ungefaltetes Protein, aber niedriger Bindungsaffinität für ATP, und dem

R-Zustand (relaxed state) mit niedriger Bindungsaffinität für ungefaltetes Protein, aber

hoher Bindungsaffinität für ATP. Mit steigender ATP- Konzentration wechselt GroEL

vom TT-Zustannd über einen TR-Zustand in den RR-Zustand [72]. Die beiden Ver-

teilungen, die für das an GroEL gebundene Substrat zu beobachten sind, lassen sich

möglicherweise auf diese beiden Zustände zurückführen. Da die Verteilung bei niedriger

FRET-Effizienz mit zunehmender ATP-Konzentration verschwindet, könnte diese den

T-Zustand repräsentieren.
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Abbildung 5.13: (a) Bei Zugabe von 2mM ATP ist die Verteilung bei niedriger FRET-Effizienz nicht
mehr vorhanden. (b) Dieser Vorgang ist reversibel, durch Verdünnen eines GroEL-Substrat-Komplexes
mit ATP in Puffer ohne ATP, erscheint die Verteilung bei niedriger FRET-Effizienz wieder. (c) Die
Verteilung mit niedriger FRET-Effizienz verschwindet bei zunehmender ATP-Konzentration.

Nach der Zugabe von ADP ist die Verteilung bei niedrigen FRET-Effizienzen ebenfalls

nicht mehr sichtbar. Bei den Verteilungen, bei denen die geöffnete Form nicht beob-

achtet werden kann, wie SR1/DM-MBP(175C-298C), ist kein signifikanter Unterschied

zwischen den Verteilungen mit und ohne ATP/ADP zu erkennen.

5.3.5 Abhängigkeit der Verteilung von der Anzahl durchlaufe-

ner Zyklen und dem Faltungszustand

Mit zunehmender Anzahl an durchlaufenen GroEL-Zyklen könnte sich die Verteilung

der FRET-Effizienzen ändern, da immer mehr Proteine zumindest schon teilweise ge-
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Abbildung 5.14: FRET-Verteilungen von DM-MBP (52C-298C) mit der nicht ATP bindenden GroEL-
Mutante D87K. Es zeigt sich kein Unterschied zwischen den Verteilungen mit (rechts) und ohne (links)
ATP.

faltet sind, wenn sie an GroEL binden. Zur Überprüfung wurde die GroEL gesteuerte

Rückfaltung des DM-MBP(52C-298C) durch Zugabe von ATP gestartet und zu bestimm-

ten Zeitpunkten mit Apyrase und EDTA4 gestoppt. Die GroEL-Substrat-Komplexe wur-

den anschließend aufgereinigt, so dass sich kein schon gefaltetes Protein mehr in der

Lösung befand. Zu den späteren Zeitpunkten wurde nach der Aufreinigung eine deutlich

geringere Konzentration an GroEL-Substrat-Komplexen erhalten, da ein höherer Pro-

zentsatz der Proteine bereits vollständig gefaltet war.

Zu den gemessenen Zeitpunkten (30 s, 90 s und 300 s) konnte keine Veränderung in der

Verteilung beobachtet werden, wie in Abb. 5.15 zu erkennen ist. Dies zeigt, dass die Bin-

dung nicht von der Anzahl der Zyklen abhängt, die die GroEL gesteuerte Rückfaltung

schon durchlaufen hat.

Zusätzlich wurde auch die spontane Rückfaltung an bestimmten Zeitpunkten (10 min,

40 min, 90 min) gestoppt, indem GroEL zugegeben wurde, wonach die noch ungefalteten

und falsch gefalteten Proteine an dieses binden könnnen. Auch diese bis zu verschiede-

nen Zeitpunkten spontan gefalteten Proteine zeigen keinen Unterschied in der Verteilung

der FRET-Effizienzen bei der Bindung an GroEL (Abb. 5.16). In Abwesenheit von ATP

liegen T- und R-Zustand demnach in einem dynamischen Gleichgewicht vor.

4Diese stoppen die Reaktion, da die Apyrase die ATP-Hydrolyse katalysiert und das ATP dadurch
ein Phosphat und damit auch seine Energie verliert. Das EDTA bindet die Magnesium-Ionen in der
Lösung, wodurch ATP nicht mehr hydrolysiert werden kann.
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Abbildung 5.15: Die FRET-Verteilungen des GroEL-Substrat-Komplexes verändern sich nicht in
Abhängigkeit der schon durchlaufenen Reaktionszyklen (DM-MBP(52C-298C)). Die Reaktion wurde
nach 30s, 90s bzw. 300s gestoppt.

5.3.6 Entfaltung des Substrat-Proteins nach der GroES-

Bindung

SR1 kann GroES binden, wenn ADP in der Lösung ist, ohne das Substrat in die Tasche

zu entlassen. Ein solcher GroEL-GroES-Substrat-Komplex wurde dazu verwendet, um

zu testen, ob es durch Bindung des GroES zu einer Entfaltung an der apikalen Domaine

kommt.

Wie in Abb. 5.17 zu erkennen ist, ist keine Entfaltung des Proteins, d.h. eine Verteilung

niedrigerer FRET-Effizienz, zu beobachten. Im Gegenteil, die Verteilung ist im Vergleich

zur FRET-Effizienz des SR1-Substrat-Komplexes ohne ATP (durchgezogen Linie) sogar

zu etwas höheren FRET-Effizienzen verschoben. Dies zeigt, dass es nicht zu einer Ent-

faltung des Substrats durch die Bindung von GroES an GroEL/SR1, sondern zu einem

schrittweisen Kollaps des gebundenen Zustands kommt.
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Abbildung 5.16: Die FRET-Verteilungen verändern sich nicht in Abhängigkeit des Faltungszustands
bei der Zugabe von GroEL.Die Rückfaltung wurde dabei durch die Zugabe von GroEL bei verschiedenen
Zeitpunkten (10 min, 40 min, 90 min) gestoppt.

5.3.7 Experimentelle Bedingungen

Die zweifach markierten Proteine DM-MBP wurden in denaturierter Form im Puffer Rb

(5 mM Tris, pH 7.5, 20 mM KCl, 3 M GndHCl) aufbewahrt5. Für die FCS-Messungen

wurden die Protein-Substrat-Komplexe gebildet, indem das denaturierte Protein (3 µM)

100-fach im Rückfaltungspuffer Ra (5 mM Tris, pH 7.5, 20 mM KCl, 5 mM Mg(OAc)2)

verdünnt wurde, der 1.2 µM GroEL bzw. SR1 enthielt. Für die sp-FRET Messungen

wurden die Proteine (3 µM) 1000-fach in Rb-Puffer und anschließen 50-fach in Ra-

Puffer, der 3 µM GroEL bzw. SR1 enthielt, auf 60 pM verdünnt. Je nach Experiment

wurde der Lösung zusätzlich GroES im Verhältnis 2:1 zu GroEL/SR1 oder ADP/ATP

in verschiedenen Konzentrationen zugegeben.

5Guanidinhydrochlorid (GndHCl) denaturiert Proteine, indem nicht kovalente Wechselwirkungen
aufgebrochen werden. Kovalente Bindungen werden nicht aufgebrochen, weshalb das Protein im
Rückfaltungspuffer wieder renaturieren kann.
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DM-MBP(52C-298C) DM-MBP(175C-298C)

Abbildung 5.17: Vergleich des Substrat-SR1-Komplexes (oben), des SR1-Substrat-Komplexes
mit ADP (Mitte) und des SR1-GroES-Substrat-Komplexes mit ADP (unten) für DM-MBP(52C-
298C)(links) und (175C-198C)(rechts). Die Linie deutet jeweils die FRET-Effizienz des Protein-SR1-
Komplexes an.

5.4 Zusammenfassung

Die offene Struktur, die unter anderem für den GroEL-DM-MBP(52C-298C)-Komplex

beobachtet wird, zeigt deutlich, dass das Protein durch Bindung an GroEL weiter geöffnet

werden kann als im denaturierten Zustand. Eine mögliche Entfaltung zur Entfernung von

kinetischen Fallen wurde in der Literatur schon mehrfach erwähnt [73, 71, 82, 83], konnte

aber in Ensemble-Messungen nicht vollständig aufgeklärt werden. Die Aufweitung des

Proteins ist möglicherweise essentiell für falsch gefaltete Proteine, um wieder auf den

richtigen Faltungsweg zu gelangen und wurde bisweilen möglicherweise in ihrer Wichtig-

keit für die Faltungseffizienz unterschätzt. Für den SR1-DM-MBP-Komplex kann diese

aufgeweitete Form in keiner der untersuchten Markierungskombinationen so ausgeprägt

beobachtet werden wie für den GroEL-DM-MBP-Komplex, weshalb diese Entfaltung

nicht für die höhere Faltungsgeschwindigkeit verantwortlich sein kann, da für SR1 und

GroEL die gleiche Beschleunigung gemessen wurde. Zumindest für dieses Protein scheint

der Entfaltungs-Prozess nicht die Ursache der schnelleren Faltungsrate zu sein. Es wäre

allerdings äußerst interessant zu wissen, ob sie eine Auswirkung auf die Faltungseffizienz

hat, d.h. ob Proteine, die sich mit Hilfe von SR1 nicht falten können, von GroEL gesteu-
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ert hingegen ihren nativen Zustand erreichen.

Der geöffnete Zustand des Substrats verschwindet allerdings bei der Zugabe von ATP.

Die Bindungsaffinität ist abhängig von der ATP-Konzentration, weshalb der geöffnete

Zustand wahrscheinlich auf den für ATP niedrig affinen Zustand zurückzuführen ist.

Weiterhin konnte gezeigt werden, dass sich die Konformationsverteilung des GroEL-

Substrat-Komplexes nicht mit zunehmender Anzahl an durchlaufenen Reaktionszyklen

ändert und auch nicht davon abhängt, zu welchem Zeitpunkt der spontanen Rückfaltung

das GroEL zugegeben wurde. Hierzu wären Experimente, bei denen das GroEL auf ei-

ner Oberfläche immobilisiert wird und die Reaktionszyklen mit TIRF-Mikroskopie in

Echtzeit verfolgt werden könnten, von höchstem Interesse.
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Kapitel 6

DNA-Nanokonstrukte

Desoxyribonucleinsäure (DNA) ist der molekulare Speicher der genetischen Information,

die in der Basensequenz kodiert ist. Wegen der außerordentlich spezifischen Wechselwir-

kungen zwischen den Basenpaaren können DNA-Replikation und -Transkription nahezu

fehlerfrei ablaufen [61].

Daher eignet sich DNA hervorragend zur Zusammensetzung von hoch strukturierten

Materialien mit bestimmten Eigenschaften oder zur Programmierung, um komplexe

Informationen weiterzugeben. Damit ist DNA eines der vielversprechensten chemisch-

basierten Selbstorganisationssysteme für die Nanotechnologie [84]. Neben statischen Na-

nokonstrukten ist es auch möglich, bewegliche DNA-Nanomaschinen zu entwerfen, wobei

neben den Wechselwirkungen zwischen den Basenpaaren vor allem die polymermecha-

nischen Eigenschaften der DNA und deren elektrostatischen Eigenschaften als Polyelek-

trolyt ausgenutzt werden können.

6.1 Eigenschaften von Nucleinsäuren

Die DNA ist ein Polymer aus aufeinanderfolgenden Nucleotiden, welche aus einer stick-

stoffhaltigen Base, einer Pentose und einem Phosphat bestehen. Als DNA-Basen kom-

men jeweils zwei Purine, Adenin (A) und Guanin (G), und zwei Pyrimidine, Cytosin

(C) und Thymin (T), vor. Die über Phosphordiesterbindungen kovalent gekoppelten

Nucleotide bestimmen die Sequenz der DNA, d.h. deren Primärstruktur. Die Bindungen

werden zwischen den Hydroxylgruppen des 3’-Kohlenstoffs der ersten Pentose und des

5’-Kohlenstoffs der Pentose des darauffolgenden Nucleotids ausgebildet. An einem Ende

der DNA gibt es daher eine freie 5’-Endgruppe und am anderen eine freie 3’-Endgruppe.

Konventionsgemäß wird ein DNA-Einzelstrang in die 5’→3’-Richtung geschrieben. Zwi-

schen den Nucleinsäure-Molekülen können sich Wasserstoffbrückenbindungen bilden, wo-

durch zwei Nucleinsäureketten assoziieren und einen DNA-Doppelstrang bilden können

(Sekundärstruktur). Dabei paaren sich jeweils Adenin mit Thymin und Guanin mit Cy-

97
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tosin. Damit sich ein Doppelstrang bilden kann, müssen die Stränge also komplementär

sein, d.h. Adenin und Thymin bzw. Guanin und Cytosin müssen sich jeweils gegenüber

liegen [63].

Abbildung 6.1: Zwei DNA-Einzelstränge paaren sich zu einem Doppelstrang, der wiederum eine Helix
bildet (PDB 1K8J dargestellt mit PyMol [78]).

Nach dem von Watson und Crick aufgestellten Modell winden sich solche Doppelstränge

um eine gemeinsame Achse zu einer helicalen Struktur (Doppelhelix), der Tertiärstruk-

tur (s. Abb. 6.1). In der physiologisch stabilsten Variante, der sogenannten B-Form, sind

zwei benachbarte Basen in der Doppelhelix 0.34 nm voneinander entfernt, eine Windung

ist 3.6 nm bzw. 10.5 Basenpaare (bp) und der Durchmesser beträgt 2 nm.

Die Steifheit eines DNA-Doppelstrangs (dsDNA) kann durch ihre Persistenzlänge1 ange-

geben werden, die - abhängig von der Sequenz - etwa 50 nm bzw. 150 bp ist. Im Gegen-

satz dazu hat ein DNA-Einzelstrang (ssDNA) eine Persistenzlänge von nur 1 nm [86].

Die DNA-Doppelhelix kann durch extreme pH-Werte oder Temperaturen zu zwei Einzel-

strängen aufgeschmolzen werden. Die Schmelztemperatur hängt dabei jedoch stark von

der Sequenz ab, da G-C-Basenpaare eine höhere Bindungsenergie als A-T-Basenpaare

aufweisen [87].

Aufgrund der ausgeprägten selbstorganisierenden Eigenschaften der DNA können sich

aus selbstkomplementären Einzelsträngen zum Beispiel sogenannte Haarnadelschleifen

(hairpin loops) bilden oder aus vier entsprechenden Einzelsträngen kreuzförmige Struk-

turen (Holliday-Junctions) realisiert werden [88]. Inzwischen werden immer raffiniertere

1Die Persistenzlänge lp ist ein Maß für die Steifheit eines Polymers [85].
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Strukturen wie beispielsweise ein DNA-Tetraeder, der als molekularer Käfig verwendet

werden kann, konstruiert [89].

Neben der Fähigkeit der Selbstorganisation spielen beim Aufbau solcher DNA-

Konstrukte auch die elektrostatischen Eigenschaften der DNA als stark geladener Poly-

elektrolyt eine große Rolle [86, 90]. Polyelektrolyte dissoziieren in polaren Lösungsmitteln

wie z.B. Wasser zu geladenen Makroionen und kleinen Gegenionen. Auf der ma-

kroskopischen Längenskala wird durch die Gegenladungswolke die Ladungsneutralität

gewährleistet, auf der molekularen Größenskala werden die Eigenschaften maßgeblich von

der Coulomb-Abstoßung innerhalb der Polymere bestimmt. Die Reichweite der elektro-

statischen Wechselwirkungen ist in wässrigen Salzlösungen gegeben durch die sogenannte

Debye-Abschirmlänge [91]:

lD =

√
εrε0kBT

2 · 103e2NAc
, (6.1)

wobei εr die Dielektrizitätskonstante des Mediums, ε0 die Dielektrizitätskonstante, kB die

Boltzmann-Konstante, T die Temperatur, e die Elementarladung, NA die Avogadrozahl

und c die Konzentration ist. Die Wechselwirkungen zwischen zwei DNA-Doppelhelices

und das Verhalten von dsDNA in der Zelle hängt daher stark von der Konzentration der

Gegenionen ab [92].

6.2 Entwicklung eines DNA-Protein-Konjugats

Seitdem die Klonierung des grün fluoreszierenden Proteins (GFP) aus der Aequorea vic-

toria-Qualle das erste Mal gelang [93], haben sich fluoreszierende Proteine zu einem

wichtigen Hilfsmittel in der Fluoreszenzmikroskopie und -spektroskopie entwickelt. In

der Zwischenzeit gibt es sowohl zahlreiche Mutanten als auch andere Proteine mit neuen

und verbesserten spektralen Eigenschaften [94, 95]. Die FP können genetisch an andere

Proteine kodiert und zusammen exprimiert werden, was vor allem bei in vivo-Studien in

Zellen Anwendung findet, da eine externe Markierung mit synthetischen Farbstoffen, die

möglicherweise toxische Eigenschaften haben, umgangen werden kann. Aber auch in der

Entwicklung von künstlichen Lichtsammelkomplexen (light-harvesting complexes) zum

besseren Verständnis der Photosynthese, von molekularer Photonik oder Bioelektronik

können FP eingesetzt werden. Hierbei haben vor allem reversibel photoschaltbare Mu-

tanten als optischer Speicher oder Schalter ein großes Potential [96].

Für die Verwendung einzelner Biomoleküle für nanotechnologische Anwendungen ist die

präzise Positionierung der verschiedenen Komponenten innerhalb eines solchen Konju-

gats essentiell. DNA ist daher ideal für solche selbstorganisierenden Strukturen geeignet,

da sie sich wie oben beschrieben durch außergewöhnlich spezifische molekulare Wech-

selwirkungen von komplementären Einzelsträngen und eine räumlich definierte Struktur
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auszeichnet. Dadurch können andere Biomoleküle, wie FP oder synthetische Farbstoffe,

auf der DNA mit einer Genauigkeit von Nanometern angeordnet werden.

In diesem Projekt wurde in einer Kooperation mit der Gruppe von C. M. Niemeyer ein

DNA-Protein-Komplex als Baustein für ein DNA-basiertes bioorganisches FRET-System

entwickelt und auf der Einzelmolekülebene mittels spFRET charakterisiert.

6.2.1 Aufbau des DNA-Protein-Komplexes

Der DNA-Protein-Komplex lag in zwei verschiedenen Varianten vor und wurde aus drei

DNA-Einzelsträngen aufgebaut. Als Donor diente eine Mutante des GFP, das enhanced

Yellow Fluorescent Protein (eYFP), welches im Vergleich zu GFP ein rotverschobenes

Absorptions- und Emissionsspektrum hat. Als Akzeptor wurde der synthetische Farb-

stoff Atto647 verwendet.

An einen der Einzelstränge (A12a: TCCTGTGTGAAA) wurde das eYFP kovalent ge-

bunden, wozu zunächst das Tymin an Position 8 der DNA-Sequenz mit einer Amino-

Gruppe modifiziert wurde. An das C-terminale Ende des eYFP wurde ein Cystein-

Rest kloniert, so dass eine frei zugängliche Thiol-Gruppe zur Verfügung stand. Die

DNA und das eYFP konnten daher über ein Sulfosuccinimidyl-4-[N-maleimidomethyl]-

cyclohexane-1-carboxylate (sSMCC) quervernetzt werden. Das sSMCC enthält sowohl

eine Maleimid- als auch eine N-Hydroxysuccinimid-Ester-Gruppe. Letztere reagiert mit

der Amino-Gruppe der modifizierten DNA und Maleimid mit der Thiol-Gruppe des Cy-

steins [97].

Ein weiteres Oligonucleotid mit 12 Basenpaaren (A12b: TTGTTATCCGCT) lag in zwei

verschiedenen Varianten vor: Atto647 wurde entweder intern an Position 7 oder am 3’-

Ende angebracht. Des Weiteren stand der zu diesen beiden ssDNA komplementäre 24

bp lange Strang (cA24: AGCGGATAATTTCACACAGGA) zur Verfügung.

Diese drei Stränge wurden bei äquimolaren Konzentrationen zu zwei verschiedenen FP-

DNA-Konjugaten hybridisiert (s. Abb. 6.2). Die Schmelztemperaturen von A12a und

A12b liegen ohne Farbstoffmarkierung bei 35.4◦ C bzw. 39.5◦ C, mit Markierung mö-

glicherweise sogar noch niedriger. Daher wurden die Stränge A12a und A12b ligiert,

um die Stabilität des FP-DNA-Konjugats auch bei pikomolaren Konzentrationen zu

gewährleisten. Dazu wurde noch vor der Hybridisierung das 5’-Ende des Strangs A12a

mit 1 u Kinase und 1 mM ATP in 1 x Kinasepuffer 30 min bei 37◦ C phosphoryliert.

Nach der Hybridisierung mit den Strängen A12b und cA24, die durch Aufheizen auf

60◦C und anschließendes Abkühlen in 2◦ C Schritten auf 4◦ C erreicht wurde, wurden

Strang A12a und A12b durch Zugabe von 1 u Ligase miteinander verbunden.

Die beiden so entstandenen FP-DNA-Konjugate sind in Abb. 6.2 dargestellt. Der Ab-

stand zwischen den beiden Chromophoren beträgt 11 bp für Komplex 1 und 16 bp für

Komplex 2, was ungefähr einer bzw. eineinhalb Windungen der Doppelhelix entspricht.
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Abbildung 6.2: Aufbau und Sequenz der DNA-Protein-Komplexe: Komplex 1 aus eYFP-A12a,
Atto647-A12b(Position 7) (links) und Komplex 2 aus eYFP-A12a, Atto647-A12b(Position 12) (rechts)

Bei Komplex 1 befinden sich die Chromophore also auf der gleichen und bei Komplex 2

auf der gegenüberliegenden Seite.

6.2.2 Ensemble-FRET-Messungen

Abbildung 6.3: Ensemble-Fluoreszenzspektren des eYFP- (A12a) und Atto647- (A12b(Position 7))
Konjugats mit (grau) und ohne (schwarz) komplementärem Gegenstrang (cA24) (Abb. aus [98])

Der Komplex 1 wurde zunächst im Fluoreszenzspektrometer als Ensemble auf sei-
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ne Funktionstüchtigkeit untersucht. Dabei konnte eindeutig beobachtet werden, dass

durch Zugabe des komplementären Gegenstrangs (cA24) zu den beiden Einzelsträngen

eYFP-A12a und Atto647-A12b(Position 7) die Donor-Fluoreszenz abnimmt und dafür

Fluoreszenz im Wellenlängenbereich des Akzeptors detektiert werden kann (s. Abb. 6.3).

Hiermit konnte eine untere Grenze des Energietransfers von 60 % für den Komplex 1 ab-

geschätzt werden. Aufgrund der unbekannten Markierungseffizienz des Donors konnten

aber keine exakten Werte berechnet werden. Als weitere Kontrolle der Hybridisierung

wurden die Fluoreszenzintensitäten des Donors und Akzeptors in Abhängigkeit der Tem-

peratur untersucht. Bei 55◦C konnte keine Fluoreszenz des Akzeptors detektiert werden,

beim Abkühlen wurde ein Absinken der Emission des Donors und ein Anstieg der Emis-

sion des Akzeptors beobachtet. Ab 35◦C blieben die Werte der Fluoreszenzintensität

konstant, was darauf zurückzuführen ist, dass unterhalb dieser Temperatur die DNA als

vollständig hybridisierter Doppelstrang vorlag [98].

6.2.3 spFRET-Messungen

Abbildung 6.4: Konturabbildung des unkorrigierten Stöchiometriewerts Sα und der unkorrigierten
FRET-Effizienz fEα

: Der Unterschied im Stöchiometriewert der beiden FRET-Populationen ist deutlich
zu erkennen, so dass die Gewichtung der Fluoreszenzintensitäten notwendig ist.

Für die exakte Charakterisierung der beiden Komplexe mit spFRET wurde zunächst
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der α-Faktor mit der Methode nach [55] bestimmt. In Abb. 6.4 ist eine Konturabbil-

dung der beiden nicht korrigierten FRET-Populationen zu sehen, wobei ein deutlicher

Unterschied im Stöchiometriewert Sα zu erkennen ist, obwohl nur zweifarbig markierte

Moleküle in die Analyse mit einbezogen wurden. Daraus ergibt sich ein Wert von 1.33

für den α-Faktor.

Abbildung 6.5: Histogramme der FRET-Effizienz (oben) und zugehöriger Abstände (unten) der DNA-
Konjugate: Komplex 1 mit Atto647 an Position 7 (links) und Komplex 2 mit Atto647 an Position 12
(rechts). Die Abstände wurden aus den FRET-Verteilungen mit R0=51 Å berechnet.

Mit diesem Wissen konnte eine Burst Analysis mit PIE durchgeführt und die exakten

FRET-Effizienzen der beiden Komplexe bestimmt werden: fE = 79.8 % für Komplex 1

und fE = 13.5 % für Komplex 2 (s. Abb. 6.5). Zur Umrechnung der FRET-Effizienzen

in Distanzen wurde der Förster-Radius für dieses Farbstoff-Paar wie in Abschnitt D.4

beschrieben berechnet. Die dazu benötigten Spektren wurden bei möglichst ähnlichen Be-

dingungen wie bei den spFRET-Experimenten aufgenommen. Mit einem Förster-Radius

von 51 Å ergibt sich ein Abstand von 42 Å für Komplex 1 und 73 Å für Komplex 2

(s. Abb. 6.5 unten). Um diese Abstände mit den theoretisch erwarteten vergleichen zu

können, wird ein zylindrisches Modell der DNA verwendet [99] (s. Abb. 6.6). Danach ist
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Abbildung 6.6: Zur Berechnung des Abstands zwischen den beiden Farbstoffen (grün: Donor, rot:
Akzeptor) wird ein zylindrisches Modell zur Beschreibung der DNA verwendet.

der Abstand von Donor und Akzeptor gegeben durch:

R =
[
(3.4N)2 + (a2 + d2 − 2ad cos θ)

] 1
2 , (6.2)

wobei N die Anzahl der Basenpaare zwischen den beiden Markierungen und θ = 0.6 ·N
der Winkel zwischen Donor und Akzeptor für N=1 ist, sowie d und a die Abstände von

Donor bzw. Akzeptor senkrecht zur Helixachse sind. Einsetzen der gemessenen Abstände

für die Komplexe 1 und 2 ergibt d=31.5 Å und a=19.5 Å. Das eYFP hat eine fassförmige

Struktur mit einer Höhe von ca. 40 Å und einem Durchmesser von ca. 30 Å [100], in

deren Mitte der Chromophor liegt. Unter Einbeziehung des Radius der DNA (10 Å)

wird also ein Abstand des Chromophors von mehr als 30 Å von der Helixachse erwartet,

da zwischen DNA und Protein zusätzlich noch die sSMCC-Bindung liegt. Der Akzeptor

Atto647 sollte - abgesehen von dem Verbindungsstück, welches eine Länge von ca. 10

Å aufweist - sehr nahe an der DNA liegen, es würde also ein Abstand im Bereich von

10 bis 20 Å erwartet werden. Das Ergebnis stimmt also exzellent mit den theoretisch

erwarteten Werten überein, was zum einen die Genauigkeit dieser Methode und zum

anderen die Eignung von FP-DNA-Konjugaten als Nanobauteile unterstreicht.

6.3 DNA-Nanomaschinen

DNA eignet sich aufgrund ihrer hochspezifischen Bindungseigenschaften nicht nur als

Bauteil für statische Nanokonstrukte, sondern auch DNA-Nanomaschinen, die Rotations-

[101, 102], Dehnungs- [103, 104, 105] und Translokationsbewegungen [106, 107] auf der

Nanometerskala durchführen können, sind konstruierbar. Die entsprechenden Bewegun-
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gen können durch verschiedene Mechanismen hervorgerufen werden, beispielsweise durch

Konformationsänderungen wie bei dem Übergang der DNA von der B-Form in die Z-

Form [101]. Aber auch Änderungen der Ionenkonzentration [108] und des pH-Werts

[109] sowie DNA- Moleküle [103, 110] können die Bewegungen auslösen. Solche DNA-

Nanomaschinen wurden bisher größtenteils in Ensemble-Messungen mit FRET oder

Gelelektrophorese untersucht, Einzelmolekül-Untersuchungen existieren aber nur wenige

[111].

In dieser Arbeit wurde in einer Kooperation mit der Gruppe von F.C. Simmel einer der

Prototypen der DNA-Maschinen, die DNA-Pinzette [103], verwendet und mit spFRET

detailliert charakterisiert.

6.3.1 Aufbau der DNA-Pinzette

Die DNA-Pinzette ist, wie in Abb. 6.7 dargestellt, aus einem 40 bp-langem, zentralen

DNA-Strang C und zwei jeweils 42 bp-langen Strängen, A1 und A2, zusammengesetzt.

Letztere bilden mit C zwei 18 bp-lange, doppelsträngige Arme mit jeweils einem 24 bp-

langen Überhang, zwischen den Armen verbleibt ein flexibles Gelenk aus 4 bp.

Abbildung 6.7: Die offene DNA-Pinzette wird durch Hybridisierung der überhängenden Enden der
beiden Arme (blau und orange) mit dem Schließstrang F geschlossen.

Diese offene Struktur kann geschlossen werden, indem ein geeigneter 56 bp-langer Strang

F mit den Überhängen der Arme hybridisiert. Da auch der Strang F einen kurzen

Überhang (8 bp) besitzt, an den ein zu F komplementärer DNA-Strang F hybridisieren

kann, kann Strang F wieder abgelöst werden. Dies geschieht dadurch, dass der Strang F

zunächst an den 8 bp-langen Überhang hybridisiert und dann durch Wanderung entlang

der DNA den Strang F nach und nach durch Zufallsbewegungen (random walk) von den

Armen der Pinzette ablöst. Die Pinzette ist anschließend wieder im offenen Zustand,
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d.h. sie kann mittels der Stränge F und F reversibel geschlossen und geöffnet werden.

Bei einem solchen Zyklus, wie er in Abb. 6.8 dargestellt ist, wird allerdings jeweils ein

DNA-Doppelstrang FF als Abfallprodukt gebildet. Ein vollständiger Durchlauf dauert

etwa 13 s.

Abbildung 6.8: Die offene DNA-Pinzette wird durch Hybridisierung der überhängenden Enden der
beiden Arme (blau und grün) mit dem Schließstrang F geschlossen. Das überhängende Ende des Strangs
F (rot) wird bei Zugabe eines zu F komplementären Strangs F zu einem Doppelstrang hybridisiert
und die Pinzette wird durch Migration somit wieder geöffnet (links). Ist an den Enden der Arme ein
FRET-Paar angebracht, nimmt die Donor-Fluoreszenz im geschlossenen Zustand stark ab. Durch Zugabe
stöchiometrischer Mengen der Stränge F bzw. F kann zwischen offenem und geschlossenen Zustand hin-
und hergeschaltet werden, was sich in der Zu- und Abnahme der Fluoreszenzintensität des Donors äußert
(rechts). (Abb. aus [103])

In vorhergehenden Studien der DNA-Pinzette wurde der DNA-Strang C an beiden Enden

mit unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markiert und sowohl mit Gelelektrophorese

als auch mit Ensemble-FRET untersucht [103]. Bei der offenen Pinzette sind die Arme

und somit auch die Farbstoffe weit voneinander entfernt, wird die Pinzette geschlossen,

befinden sich die Farbstoffe in unmittelbarer Nähe zueinander. Bei FRET-Messungen

zeigt sich dies in einem starken Anstieg der FRET-Effizienz. Auf diese Weise konnte

der Zyklus von offener zu geschlossener Pinzette veranschaulicht werden (s. Abb. 6.8

rechts). Die DNA-Pinzetten könnten allerdings, neben der bis jetzt diskutierten offe-

nen und geschlossenen Form, auch Multimere bilden. Des Weiteren sind die Arme der

DNA-Pinzette aufgrund der Persistenzlänge der DNA steif, das Gelenk, welches aus 4

Basenpaaren besteht, ist allerdings flexibel. Es ist also möglich, dass die Arme aufgrund

der elektrostatischen Eigenschaften der DNA eine salzabhängige Dynamik zeigen.

Weder die Dynamik noch die Multimere können mit Ensemble-Messungen aufgelöst wer-
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den, weshalb es notwendig ist, solche DNA-Nanomaschinen auf der Einzelmolekülebene

zu untersuchen. Dazu wurde der Strang C am 5’-Ende mit Atto532 als Donor und der

Strang A2 intern an Position 26 mit dem Akzeptor Atto647N markiert. Die Sequenzen

der verwendeten DNA-Stränge (IBA Technologies, Göttingen, Deutschland) sind Abb.

6.9 zu entnehmen.

Abbildung 6.9: Die Sequenzen der verwendeten DNA-Stränge zum Bau der DNA-Pinzetten.

6.3.2 Ergebnisse

Zur Überprüfung der Hybridisierung wurde zunächst eine Polyacrylamid-Gelelektropho-

rese (PAGE, 9 % Polyacrylamid/Volumen) durchgeführt (s. Abb. 6.10). In Spur a ist

die offene Pinzetten-Struktur zu sehen, die durch Hybridisierung äquimolarer Konzen-

trationen der Stränge C, A1 und A2 in TE-Puffer erhalten wurde. Dazu wurden die

drei Stränge in TE-Puffer zunächst auf 90◦ C erhitzt und anschließend langsam über 2

1/2 Stunden auf 4◦ C abgekühlt. Der größte Teil der DNA befindet sich in einer Bande,

die der offenen Pinzetten-Struktur zuzuordnen ist, ein kleiner Teil liegt in einer unvoll-

ständigen Form vor, bei der Strang C lediglich mit einem der beiden Stränge A1 bzw.

A2 hybridisiert ist. Spur b zeigt die Probe aus Spur a, welcher der Strang F zugegeben

wurde. Nach einer Stunde bei Raumtemperatur (RT) ist die Hybridisierung in TE-Puffer

noch nicht vollständig abgelaufen, wie in dem Gel deutlich zu erkennen ist. Neben einer

dominanten Bande, die der geschlossenen Pinzette zugeordnet werden kann, sind noch

Banden der offenen Pinzette, der nur aus zwei Strängen bestehenden unvollständigen

Pinzette und des Schließstrangs F zu erkennen. Zusätzlich ist eine Bande oberhalb der

geschlossenen Pinzette zu erkennen, die auf Multimere zurückzuführen ist. In Spur c ist

die gleiche Probe wie in Spur b aufgetragen mit dem Unterschied, dass bei der Hybridi-

sierung dem TE-Puffer zusätzlich 1 M NaCl zugesetzt wurde. Hier ist zu erkennen, dass

die Hybridisierung deutlich weiter fortgeschritten ist: die DNA liegt überwiegend in der

geschlossenen Form oder als Multimer vor. Für die Probe in Spur d wurden nacheinan-

der bei Raumtemperatur Strang C und Strang A1 in äquimolaren Konzentrationen für

eine Stunde bei RT in TE-Puffer inkubiert und nach Zugabe von Strang A2 eine weitere

Stunde. Dieser Probe wurde wiederum der Schließstrang F zugegeben und bei RT eine

Stunde in TE-Puffer (Spur e) bzw. in TE-Puffer mit 1 M NaCl (Spur f ) hybridisiert.
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Abbildung 6.10: Polyacrylamid-Gelelektrophorese der offenen und geschlossenen Pinzetten, die unter
verschiedenen Bedingungen hybridisiert wurden: Spur a offene Pinzette, bei der die Stränge C, A1
und A2 in TE-Puffer durch Erhitzen hybridisiert wurden; Spur b Probe aus Spur a nach Zugabe des
Schließstrangs F mit 1 Stunde Inkubationszeit bei Raumtemperatur in TE-Puffer; Spur c wie Spur b
nur in TE + 1 M NaCl; Spur d offene Pinzetten, die durch Hybridisierung von Strang C und A1 1
Stunde bei RT und eine weitere Stunde bei RT nach Zugabe von Strang A2 in TE-Puffer hergestellt
wurde; Spur e Zugabe des Schließstrangs F zur Probe aus Spur d, 1 Stunde bei RT in TE-Puffer; Spur
f wie Spur e nur in TE + 1 M NaCl; Spur g Schließstrang F; Spur h Strang A1

Das Ergebnis unterscheidet sich deutlich von dem aus Spur b und c. Dies zeigt, dass

die DNA-Pinzetten eine Vielzahl verschiedener Strukturen bilden können, die von der

Hybridisierungsreaktion, deren Zeit, der Salzkonzentration und der Vorgeschichte der

DNA abhängt. Es ist daher leicht einzusehen, dass hier Einzelmolekül-Experimente zur

Charakterisierung der einzelnen Populationen notwendig sind.

Um einen möglichen Einfluss der Salzkonzentration auf den Öffnungswinkel oder die

Dynamik zu studieren, wurde die Probe aus Spur a, d.h. die offene Pinzette, mit

spFRET mit PIE untersucht. Dabei wurden verschiedene Salzkonzentrationen (kein Salz,

10 mM, 100mM und 1M NaCl) verwendet. Die erhaltenen Verteilungen der FRET-

Effizienzen sind in Abb. 6.11 zu sehen. Die mittlere FRET-Effizienz wurde für jede

Salz-Konzentration durch Anpassung einer Gaußverteilung an das Histogramm erhalten.

Danach ergeben sich FRET-Effizienzen von 1.7 % (kein Salz), 2.1 % (10 mM NaCl), 2.5

% (100 mM NaCl) und 3.5 % (1 M NaCl). Aus diesen FRET-Effizienzen ergeben sich mit

einem Förster-Radius von 51 Å, der, wie in Abschnitt D.4 beschrieben, ermittelt wurde,

Abstände zwischen den beiden Fluorophoren von 10.0 nm (kein Salz), 9.7 nm (10 mM
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Abbildung 6.11: FRET-Effizienzen der offenen DNA-Pinzetten bei verschiedenen Salzkonzentrationen:
0.017 (kein Salz), 0.021 % (10 mM NaCl), 0.025 % (100 mM NaCl) und 0.035 % (1 M NaCl)

NaCl), 9.4 nm (100 mM NaCl) und 8.7 nm (1 M NaCl). Dies würde in etwa einem Winkel

zwischen den beiden Armen der Pinzette zwischen 90◦ und 110◦ entsprechen. Allerdings

muss berücksichtigt werden, dass die Abstände bei niedriger Salzkonzentration an das

Limit der Sensitivität des spFRET-Aufbaus trotz Verwendung von PIE stoßen. Um die

minimal detektierbare FRET-Effizienz des Aufbaus zu bestimmen, wurde die DNA60,

bei der die Farbstoffe 60 bp, also ca. 20 nm, entfernt voneinander sind, getestet. Hierbei

wurde eine FRET-Effizienz von 2.2 % gemessen, die die Grenze der Auflösung widerspie-

gelt. Der Anstieg der FRET-Effizienz bei steigender Salzkonzentration konnte allerdings

mehrfach reproduziert werden, so dass dieser als signifikant angesehen werden kann.

Allerdings muss bei der Angabe von Abständen dieses Auflösungslimit berücksichtigt

werden: die Abstände unterhalb von 2.2 % FRET-Effizienz könnten auch größer sein.

Der Effekt der Salzkonzentration auf den Winkel zwischen den Armen kann leicht durch

die elektrostatische Abstoßung zwischen den Armen erklärt werden. Mit steigender Salz-

konzentration wird die repulsive Coulomb-Wechselwirkung gemäß Glg. 6.1 zunehmend

durch die Salzionen abgeschirmt. Deren Reichweite beträgt bei 1mM NaCl beispielsweise

10 nm, bei 1M NaCl nur noch 0.3 nm.
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Um auszuschließen, dass die Änderung der FRET-Effizienz auf unterschiedliches Verhal-

ten der Farbstoffe oder Veränderung des Brechungsindex’ bei verschiedenen Salzkonzen-

trationen zurückzuführen ist, wurde das Polyprolin aus Kapitel 5 bei den entsprechenden

Salzkonzentrationen untersucht. Obwohl die FRET-Effizienz des Polyprolin mit etwa 80

% in einem deutlich dynamischeren Bereich liegt, konnte zwischen 10 mM und 1M NaCl

kein signifikanter Unterschied in den Verteilungen beobachtet werden.

Abbildung 6.12: FRET- und Abstandsverteilung der geschlossenen DNA-Pinzetten bei 1 M NaCl
(Probe aus Spur c). Es zeigen sich drei verschiedene Populationen, wobei die mit der niedrigen und der
mittleren FRET-Effizienz auf Multimere zurückzuführen sind.

Das Histogramm der FRET-Effizienzen für den geschlossenen Zustand (Probe aus Spur c

der PAGE) weist im Vergleich zum offenen Zustand eine deutlich veränderte Zustands-

verteilung auf (s. Abb. 6.12). Es sind drei Populationen zu erkennen: eine bei 90 %

FRET-Effizienz, die dem geschlossenen Zustand zuzuordnen ist, eine bei 4.3 %, die ent-

weder von noch offenen Pinzetten oder Multimeren hervorgerufen wird, und eine bei 37.3

%, die durch Multimere zustande kommt.

Für den geschlossenen Zustand wird ein Abstand zwischen den Farbstoffen im Bereich

von 0 bis 6 nm erwartet, da die Fluorophore an zwei nebeneinander liegende DNA-

Helices gebunden sind. Der Abstand kann also maximal den zweifachen Durchmesser

einer DNA-Helix (2 nm) zu- bzw. abzüglich der beiden Säureamidbindungen (bis zu

ca. 1 nm) betragen, d.h. zwischen 0 und 6 nm liegen (Abb. 6.7). 90 % FRET-Effizienz

entspricht einem Abstand von 3.5 nm, der damit in guter Übereinstimmung mit der

Vorhersage ist.

Bei der Verteilung der FRET-Effizienzen ist eine Spitze bei ähnlich niedrigen Wer-

ten wie bei den offenen Pinzetten zu erkennen. Diese muss allerdings auf Multimere

zurückzuführen sein, da einerseits bei der PAGE in Spur c nur eine sehr schwache Ban-

de bei den offenen Pinzetten zu erkennen ist und andererseits auch bei Hinzugabe des

Schließstrangs F im Überschuss die Verteilung bei niedriger FRET-Effizienz erhalten

bleibt. Dies kann dadurch erklärt werden, dass hier an jeden der Arme ein einzelner



KAPITEL 6. DNA-NANOKONSTRUKTE 111

Abbildung 6.13: Mögliche Multimere mit unterschiedlichen Stöchiometrien

Schließstrang F gebunden hat. Die offene Form bleibt so erhalten, das Molekulargewicht

liegt aber oberhalb der geschlossenen Pinzette (Abb. 6.13a).

Die dritte Verteilung der FRET-Effizienzen ist zum Teil auf Konstrukte, wie in Abb. 6.13

c) und d) dargestellt, zurückzuführen. Aus FCS-Experimenten konnte die Markierungsef-

fizienz unter Berücksichtigung der unterschiedlich großen Messvolumina auf 41 % für den

grünen Farbstoff und 33% für den roten bestimmt werden. Dies bedeutet, dass in einem

Konstrukt wie in Abb. 6.13c und d zwei grüne und nur ein roter Farbstoff vorhanden

sein können. Dies führt sowohl dazu, dass die FRET-Effizienz deutlich kleiner ist als bei

der geschlossenen Form mit zwei Farbstoffen als auch dazu, dass die Stöchiometrie höher

ist als bei einem 1:1 Verhältnis der Farbstoffe. Diese Hypothese wird durch Abb. 6.14

gestützt: Die Stöchiometrie der mittleren Verteilung ist höher als die der beiden anderen

Verteilungen. Allerdings ist sie kleiner als 0.66, was bedeutet, dass auch Konstrukte mit

gleicher Anzahl an Farbstoffen vorliegen müssen. Dies können unvollständig geschlos-

sene Pinzetten wie in Abb. 6.13e sein, bei denen die Hybridisierung des Schließstrangs

an beiden Armen gleichzeitig begonnen hat aber aus sterischen Gründen aufgrund der

helicalen Struktur der DNA nicht komplett ausgeführt werden konnte.

Idealerweise wäre ein Schalten zwischen offener und geschlossener Pinzette ohne Multi-

merbildung wünschenswert. Die Hybridisierung der Stränge und damit auch die Bildung

von Multimeren ist, wie gezeigt werden konnte, durch die Salzkonzentration und die

Hybridisierungsreaktion beeinflussbar. Denkbar wäre zudem eine Abhängigkeit von der

Konzentration der Stränge bei der die Hybridisierung durchgeführt wird. Zur Vermei-

dung der Bildung von Multimeren könnten die Überhänge an den beiden Armen unter-

schiedlich lang gewählt werden, so dass ein Arm schneller und stabiler hybridisiert und

Konstrukte wie in Abb. 6.13e mit niedrigerer Wahrscheinlichkeit auftreten.

Die Dynamik der Arme der offenen Pinzetten konnte aufgrund des großen Abstands
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Abbildung 6.14: Konturabbildung der Stöchiometrie in Abhängigkeit der FRET-Effizienz der ge-
schlossenen Pinzetten. Die Stöchiometrie der mittleren FRET-Population ist eindeutig höher, was auf
Multimere mit zwei Donoren und einem Akzeptor zurückzuführen ist.

der Arme voneinander nur unzureichend untersucht werden. Die Markierungspositionen

sind ursprünglich so gewählt worden, dass ein möglichst großer Unterschied der FRET-

Effizienzen zwischen offenem und geschlossenem Zustand entsteht, um die Funktionalität

der DNA-Pinzetten zu untersuchen. Zur Charakterisierung der Dynamik im offenen Zu-

stand müssten die Markierungspositionen allerdings so gewählt werden, dass die FRET-

Effizienz im empfindlichen Bereich, also bei etwa 50 % liegt. Die Arme müssten dazu

nicht am Ende, sondern in der Mitte markiert werden.

6.4 Zusammenfassung

Mit Einzelmolekül-Experimenten an DNA-Nanokonstrukten konnte gezeigt werden, dass

DNA aufgrund ihrer bemerkenswerten Eigenschaft der Selbstorganisation ideal für su-

pramolekulare geordnete Strukturen und als nanomechanischer molekularer Baustein

geeignet ist. In beiden Projekten ist die Notwendigkeit der Untersuchung auf der Einzel-

molekülebene deutlich zu erkennen.

Das DNA-FP-Konjugat konnte mit Ensemble-Messungen nur äußerst unzulänglich cha-

rakterisiert werden, da die Bestimmung der FRET-Effizienzen aufgrund der nicht be-

kannten Markierungseffizienz große Fehler mit sich bringt. Mit der hier verwendeten
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Methode zur Bestimmung der FRET-Effizienzen, der Burst Analysis mit PIE, konnten

die Abstände zwischen den Chromophoren in überzeugender Übereinstimmung mit dem

einfachen theoretischen Modell, welches die DNA als einen Zylinder beschreibt, bestimmt

werden.

Es ist also gelungen ein semisynthetisches Antennenmolekül zu konstruieren, welches

großes Potential in der molekularen Photonik und Bioelektronik zeigt. DNA erweist sich

in solchen Konjugaten als idealer Baustein, da hiermit die fluoreszierenden Proteine

auf der Nanometerskala exakt platziert werden können. Die Konstrukte können auf-

grund der verschiedenen physikochemischen Eigenschaften der fluoreszierenden Proteine

in zahlreichen Varianten entworfen werden, so dass sie sich für viele Anwendungen in

der Nanobiotechnologie eignen. In einem darauf aufbauenden Projekt soll dieses DNA-

Konjugat dahingehend erweitert werden, dass anstelle des eYFP eine photoschaltbare

Mutante, Dronpa, verwendet wird. Dieses FP lässt sich durch Einstrahlung von Licht

der Wellenlänge 488 nm bzw. 405 nm reversibel etwa 100 mal an- und ausschalten [96].

Die DNA-Pinzetten wurden bislang nur in Ensemble-Messungen auf ihre Funktiona-

lität untersucht [103]. Hierdurch konnte weder die Struktur der Pinzetten aufgeklärt

noch die verschiedenen Populationen der Multimere aufgelöst werden. Durch die Einzel-

molekül-Messungen konnten Informationen über die genauen Abstände und somit den

Öffnungswinkel der Pinzetten in Abhängigkeit der Salzkonzentration gewonnen und ver-

schiedene Populationen von Multimeren identifiziert werden. In der geschlossenen Form

liegt eine größere Anzahl an Multimeren vor als erwartet, die sich in zwei Populatio-

nen, die sich in der Stöchiometrie unterscheiden, aufteilt. Dies zeigt deutlich, dass für

ein vollständiges Verständnis und zur Optimierung von DNA-Nanomaschinen Einzelmo-

lekül-Messungen vonnöten sind.
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Kapitel 7

Zusammenfassung und Ausblick

Das Verständnis der molekularen Grundlagen des Lebens, aber auch die Entwicklung

und Charakterisierung von Maschinen und Bauteilen für die Nanotechnologie erfordern

die Genauigkeit einzelmolekülsensitiver Methoden, wie die der konfokalen Fluoreszenz-

spektroskopie. Aufgrund der Komplexität der im Interesse stehenden Systeme ist die

Weiterentwicklung solcher Einzelmolekültechniken von weitreichendem Interesse.

In dieser Arbeit wurde mit der gepulsten alternierenden Anregung (PIE) eine Technik

entwickelt, bei der die Fluoreszenzfarbstoffe alternierend mit gepulsten Lasern angeregt

werden. Bei hohen Repetitionsraten von 5-30 MHz, kann jedem emittierten Photon so-

wohl dessen Farbe als auch dessen Anregungsquelle zugeordnet werden. Diese Unterschei-

dung erhöht die Sensitivität bei einer Vielzahl von Methoden der konfokalen Fluoreszenz-

spektroskopie. Bei spFRET kann beispielsweise unterschieden werden, ob ein Farbstoff

direkt durch den Laser oder über FRET angeregt wurde, so dass Informationen über

die Stöchiometrie jedes einzelnen Moleküls zugänglich sind. Die Sensitivität steigert sich

infolgedessen vor allem im Bereich kleiner FRET-Effizienzen. Die Erweiterung von PIE

auf drei Farben bringt insbesondere den Vorteil, dass drei inter- oder intramolekulare

Abstände gleichzeitig bestimmt und so zweidimensionale Abstandsinformationen gewon-

nen werden können.

Weiterhin erhöht sich die Genauigkeit von FCCS sowie der Kontrast von LSM-Bildern,

indem das spektrale Übersprechen, welches durch die Überlappung der Emissionsspek-

tren verschiedener Fluoreszenzfarbstoffe entsteht, herausgeschnitten werden kann. Mit

PIE werden darüber hinaus Verbesserungen bei Kolokalisationsmessungen auf Bildern

erzielt, da mehrfarbige Messungen mit nur einem Detektor durchgeführt werden können

und damit beide Farben mit der gleichen Optik abgebildet werden. Dabei werden die Pho-

tonen aufgrund ihrer Ankunftszeit einer Anregungsquelle zugeordnet. Hervorzuheben ist

ebenfalls die Möglichkeit, dass mittels PIE nicht nur quantitative FCCS-Messungen bei

gleichzeitigem FRET, sondern auch die Bestimmung von FRET-Effizienzen aus demsel-

ben Datensatz möglich sind.
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Die Vorteile von PIE-basierten Fluoreszenztechniken kommen insbesondere bei der Un-

tersuchung komplexer biologischer Systeme, wie zum Beispiel der Proteinfaltung oder

bei der Entwicklung von DNA-Konstrukten für die Nanotechnologie, zum Tragen.

Die effiziente Faltung neu exprimierter Proteine wird oftmals von Molekularen Chape-

ronen unterstützt, die vor Falschfaltung und Aggregation schützen. Eines der am besten

untersuchten Chaperone ist das Chaperonin GroEL, welches aus zwei heptameren Rin-

gen besteht, in denen ein Protein mit Hilfe von ATP und dem Co-Chaperonin GroES

ungestört von äußeren Einflüssen falten kann. Obwohl inzwischen ein detailliertes Bild

des Reaktionszyklusses existiert, ist es noch weitgehend unverstanden, wieso manche

Proteine nicht spontan falten können, sondern nur mit Hilfe von GroEL. In dieser Ar-

beit konnte durch spFRET-Messungen in Kombination mit PIE ein detaillierter Einblick

in die Konformation der einzelnen Zustände im Verlauf eines Reaktionszyklusses gewon-

nen werden. Es konnte eine partielle Entfaltung des Substratproteins bei der Bindung

an GroEL beobachtet werden, die jedoch nicht für die Beschleunigung der Faltungsrate

verantwortlich sein kann. Möglicherweise werden durch diese Entfaltung allerdings ki-

netische Fallen falsch gefalteter Proteine entfernt und diese Proteine somit wieder auf

einen effizienten Faltungsweg zurückgebracht.

In der Nanotechnologie werden Materialien mit programmierbaren Eigenschaften

benötigt, auf denen einzelne Komponenten auf der Nanometerskala exakt angeordnet

werden können. DNA ist dafür aufgrund ihrer selbstorganisierenden Eigenschaften ideal

geeignet. So konnte ein DNA-Protein-Konjugat entwickelt werden, welches aus einem

kurzen DNA-Doppelstrang, auf dem ein fluoreszierendes Protein und ein synthetischer

Farbstoff kovalent gebunden waren, mit Hilfe von Burst Analysis mit PIE äußerst genau

charakterisiert werden. Dies ist besonders interessant im Hinblick auf Weiterentwick-

lungen mit schaltbaren Mutanten der fluoreszierenden Proteine zur Verwendung in der

Bioelektronik und molekularen Photonik. Zur Entwicklung und Optimierung von DNA-

Nanomaschinen ist die Kenntnis der genauen Eigenschaften von höchstem Nutzen. Daher

wurde eine DNA-Nanomaschine, die DNA-Pinzette, auf dem Einzelmolekülniveau mit

spFRET in Kombination mit PIE untersucht. Im Gegensatz zu Ensemble-Messungen

konnten Informationen über salzabhängige Konformationsänderungen und über die Bil-

dung von Multimeren gewonnen werden. Untersuchungen solcher DNA-Nanomaschinen

auf dem Einzelmolekülniveau, um Informationen über Stabilität, Integrität, Fluktuatio-

nen und Einzigartigkeit solcher Strukturen zu erlangen, sind also unabdingbar.

Weitere Anwendungsbereiche von PIE entstünden durch die Verwendung von zwei piko-

sekunden-gepulsten Lasern: Neben der schnelleren Repetitionsrate und somit weniger

Verlusten in der Molekularen Helligkeit, wären auch zusätzlich die Lebensdauerinforma-

tionen zugänglich. Die Lebensdauer kann nach Glg. 2.11 ebenfalls zur Berechnung der

FRET-Effizienzen herangezogen werden. Dadurch kann aus dem gleichen Datensatz die
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FRET-Effizienz auf zwei verschiedene Weisen berechnet werden und somit eine noch

höhere Genauigkeit erzielt werden, insbesondere auch deswegen, da Änderungen in der

Molekularen Helligkeit der einzelnen Fluorophore beobachtet werden können [112]. Wie

schon von Seidel und seinen Mitarbeitern gezeigt werden konnte [28], können mit der

Lebensdauerinformation bei der Burst Analysis auch Konformationsänderungen unter-

sucht werden.

Bei spFRET mit PIE wäre auch eine unregelmäßige Pulsabfolge denkbar, so dass bei-

spielsweise nur nach jedem dritten grünen Puls ein roter Puls folgte. Die Molekulare

Helligkeit nach der grünen Anregung würde dementsprechend erhöht werden, wodurch

sich die Photonenstatistik zur Berechnung der FRET-Effizienz, die nur aus den Fluo-

reszenzintensitäten nach der grünen Anregung berechnet wird, verbessern würde. Die

direkte rote Anregung wird nur zur Kontrolle der Anwesenheit eines aktiven Akzeptors

verwendet, weshalb hier die Photonenstatistik keine so entscheidende Rolle spielt.

Bei Burst Analysis mit PIE ist es prinzipiell möglich, die Moleküle, die durch das Pro-

benvolumen diffundieren, zu zählen. Die Zahl ist allerdings stark davon abhängig, wie

der Grenzwert, den ein Photonenburst überschreiten muss, um als Molekül erkannt zu

werden, gewählt wird. Daher müsste zunächst ein geeignetes Kriterium für die Festlegung

des Grenzwertes in Abhängigkeit der Molekularen Helligkeit gefunden werden. Eine An-

wendung wäre hier beispielsweise eine genauere Bestimmung der Quantenausbeute des

GFP, indem bei einem mit einem roten Farbstoff markierten GFP, gezählt wird, wieviele

der Proteine einen aktiven Chromophor ausgebildet haben.

Zur allgemeinen Anwendung der Bestimmung der FRET-Effizienzen mit PIE muss wei-

terhin der Fall ungleicher Detektionseffizienzen und Quantenausbeuten, d.h. α 6= 1,

behandelt werden. Vermutlich müssten hierzu die Detektionskanäle nach der grünen An-

regung mit der entsprechenden Gewichtung addiert werden.
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Anhang A

Theorie des Fluoreszenz-Resonanz-

Energietransfers

Die Transferrate kT für zwei Farbstoffe mit Abstand R ist gegeben durch:

kT (R) =
φDκ

2

τDR6

(
9000(ln 10)

128π5Nn4

)∫ ∞

0
εA(λ)FD(λ)λ4dλ (A.1)

wobei φD die Quantenausbeute des Donors ohne Akzeptor, κ2 der Orientierungsfaktor, τD

die Lebensdauer des Donors ohne Akzeptor,N die Avogadro-Zahl, n der Brechungsindex,

FD(λ) die Fluoreszenzintensität des Donors und εA(λ) der Extinktionskoeffizient des

Akzeptors. Die Fläche unter der Fluoreszenzintensität sollte auf 1 normiert werden. Das

Integral in dieser Gleichung wird als das Überlappintegral bezeichnet:

J(λ) =
∫
εA(λ)FD(λ)λ4dλ (A.2)

Förster-Radius Der Abstand, bei dem 50% der Energie übertragen wird, wird als

Förster-Radius R0 bezeichnet. Diese Bedingung ist erfüllt, wenn gilt: kT (R) = τ−1
D . Dies

führt mit Glg. A.1 auf folgenden Ausdruck für den Förster-Radius:

R6
0 = φDκ

2

(
9000(ln 10)

128π5Nn4

)∫ ∞

0
εA(λ)FD(λ)λ4dλ (A.3)

Dieser kann vereinfacht werden zu:

R0 = 8.79 · 10−5
[
κ2n−4QDJ(λ)

]1/6
(in Å) (A.4)

Orientierungsfaktor Der Orientierungsfaktor κ2 beschreibt die Orientierung der Di-

pole der Fluorophore zueinander und ist gegeben durch:

κ2 = (cos θT − 3 cos θD cos θA)2 (A.5)

= (sin θD sin θA cosφA − 2 cos θD cos θA)2

119



120

Abbildung A.1: Orientierung der Dipolmomente ~pD und ~pA und Definition der Winkel (Abb. nach
[12])

mit den Definitionen der Winkel wie in Abb. A.1.

κ2 kann, abhängig von der Orientierung der Donor und Akzeptor-Dipole, zwischen 0

und 4 liegen. Für kollineare Übergangsdipolmomente ist κ2 = 4, für parallele ist κ2 = 1.

Für Übergangsdipolmomente, die senkrecht zueinander stehen, wird κ2 jedoch Null. In

der Praxis wird bei der Berechnung von Förster-Radien meistens angenommen, dass die

Dipole aufgrund von Rotationsdiffusion über alle Winkel gleichmäßig verteilt sind:

〈κ2〉 =
1

4π

2π∫
0

π∫
0

 1

4π

2π∫
0

π∫
0

(sin θD sin θA cosφA − 2 cos θD cos θA)2 sin θAdθAdφA


sin θDdθDdφD

=
1

4π

2π∫
0

π∫
0

[
(cos θD)2 +

1

3

]
sin θDdθDφD

=
2

3
(A.6)

Durch diese Annahme können nur enorme Fehler auftreten, wenn Donor- und Akzeptor

vollständig senkrecht zueinander polarisiert wären, d.h. κ = 0. Dies ist aber experimentell

extrem unwahrscheinlich. Liegt κ2 zwischen 1 und 4 kann die Verwendung von κ2 = 2
3

zu einem maximalen Fehler von 35% führen, da κ2 nur mit der sechsten Wurzel in

die Berechnung des Abstandes eingeht [12]. Es ist schwierig, genaue Werte für κ2 zu

bestimmen, mit Hilfe von Anisotropie-Messungen kann aber zumindest eine Abschätzung

des Fehlers durchgeführt werden [12].



Anhang B

Autokorrelationsanalyse

Die Korrelationsfunktion beschreibt die Ähnlichkeit zweier zeitlich schwankender Signa-

le, die Autokorrelation entsprechend die Selbstähnlichkeit eines Signals. Durch die Kor-

relation einer Funktion können charakteristische Zeitkonstanten der zugrundeliegenden

Prozesse herausgefiltert werden. Die Autokorrelationsfunktion ist im Allgemeinen durch

Φ(τ) = 〈f(t)f(t+ τ)〉 (B.1)

definiert, wobei 〈〉 den zeitlichen Mittelwert bezeichnet. In diesem speziellen Fall ent-

spricht dem Signal f(t) das Fluoreszenzsignal F(t). Bei konstanter Anregungsleistung

sind die Schwankungen dieses Fluoreszenzsignals δF als die Abweichung vom Mittelwert

definiert:

δF (t) = F (t)− 〈F (t)〉 mit 〈δF (t)〉 = 0 (B.2)

Für Prozesse, die zum Einen stationär, d.h. die mittleren Parameter verändern sich nicht

mit der Zeit, und zum Anderen ergodisch sind, d.h. jedes Mittel über einen Teil der Probe

ist repräsentativ für die ganze Probe, ist die ACF somit unabhängig von der absoluten

Zeit und der zeitliche Mittelwert entspricht dem Mittelwert über das Ensemble. Somit

kann die normierte Autokorrelation für das Fluoreszensignal durch

G(τ) =
〈F (t)F (t+ τ)〉

〈F (t)〉2
=
〈δF (t)δF (t+ τ)〉

〈F (t)〉2
+ 1 (B.3)

ausgedrückt werden. Die Konstante +1 wird im Folgenden vernachlässigt, da sie keinerlei

relevante Informationen enthält.

Die Fluoreszenzintensität ist nach Glg. 2.19 gegeben durch

F (t) =
∫

V
κ · φ · σ · I0 ·W (~r) · C(~r, t)d~r (B.4)

mit

σ: Absorptionsquerschnitt
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φ: Fluoreszenz-Quantenausbeute

κ: Gesamteffizienz des Detektors und der Apparatur (Verluste durch Filter, Spiegel,...)

ε: Molekulare Helligkeit mit ε = κ · φ · σ · I0

S(~r): Detektionswahrscheinlichkeit, limitiert durch die Objektiv-Pinhole-Kombination

(Collection Efficiency Function)

X(~r): Ausdehnung der Probe1

W (~r): Intensitätsverteilung des detektierten Lichts mit W (~r) = Iex(~r)·S(~r)·X(~r)
I0

= ε ·

e
−2x2+y2

ω2
0 · e

−2 z2

z2
0

Damit kann Glg. 2.19 folgendermaßen vereinfacht werden:

F (t) =
∫

V
W (~r) · ε · C(~r, t)d~r (B.5)

Unter der Annahme, dass die Translationsdiffusion der Moleküle die einzige Ursache für

die Fluktuationen sind, können diese durch die Änderung der lokalen Konzentration δC

beschrieben werden:

δF (t) = ε
∫
W (~r) · δC(~r, t)d~r (B.6)

Einsetzen der Funktion B.6 ind B.3 führt zu:

G(τ) =

∫ ∫
W (~r) ·W (~r ′) · 〈δ (ε · C(~r, t)) · δ (C(~r ′, t))〉d~rd~r ′

[
∫
W (~r) · 〈δ (ε · C(~r, t))〉d~r]2

(B.7)

Die Korrelation der Konzentrationsfluktuationen wird zur Funktion

f(~r, ~r ′, τ) = 〈δC(~r, t) · δC(~r ′, t+ τ)〉 (B.8)

zusammengefasst.

Zur Beschreibung der Anzahl von Teilchen in einem gegebenem Volumenelement kann

die Poissonverteilung verwendet werden2. Die Wahrscheinlichkeit N Teilchen in einem

Volumenelement mit im Mittel ν Teilchen zu finden, ist demnach gegeben durch:

W (N) =
e−〈N〉〈N〉N

N !
(B.9)

1Dieser Faktor ist bei Proben vonnöten, bei denen das Volumen der Probe, aus dem Fluoreszenz
gemessen werden kann, kleiner als das Probenvolumen ist. Dies ist zum Beispiel bei Membranen der
Fall. In den hier behandelten Messungen ist X(~r) = 1 und braucht demnach nicht berücksichtigt werden.

2Wahrscheinlichkeit, wieviele Ereignisse von sehr vielen möglichen, aber einzeln relativ unwahrschein-
lichen unabhängigen Ereignissen eintreten [113].
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Da bei der Poissonverteilung Erwartungswert und Varianz identisch sind, gilt: 〈δN2〉 =

〈N〉. Damit gilt für die Schwankungen der Konzentration 〈δC2〉:

〈δC2〉 =
〈δN2〉
V 2

=
〈N〉
V 2

=
〈C〉
V

(B.10)

mit 〈C〉 = 〈N〉/V .

Für den Konzentrationskorrelationsterm B.8 hat dies zur Folge, dass

f(~r, ~r ′, 0) = 〈δC(~r, 0) · δC(~r ′, τ)〉 = 〈C〉δ(~r − ~r ′) (B.11)

gilt, wobei die Deltafunktion die Dimension eines reziproken Volumens hat. Dies bedeutet

soviel, dass nicht wechselwirkende Teilchen zum Zeitpunkt τ = 0 nur am selben Ort

korrelieren.

Der zeitliche Verlauf der Konzentrationsfluktuationen δC lässt sich nach dem zweiten

Fickschen Gesetz beschreiben:

∂(δC)

∂t
= D∇2(δC) (B.12)

wobei D der Diffusionskoeffizient ist. Diese Differentialgleichung lässt sich im Fourier-

raum lösen. Die Fouriertransformation von Glg. B.12 in den ~k-Raum führt auf [8]:

∂

∂t
δC̃(~k, t) = −D~k2δC̃(~k, t) (B.13)

mit der Lösung:

δC̃(~k, t) = δC̃(~k, 0) · e−D~k2t (B.14)

Fouriertransformation des Konzentrationskorrelationsterms B.8 führt mit B.14 zu:

f(~r, ~r ′, τ) =
∫
{〈δC(~r ′, 0) · δC̃(~k, 0) · e−Dk2τ 〉}ei~k~rd~k (B.15)

Durch Einsetzen der Anfangsbedingung B.11 gelangt man zu:

〈δC̃(~k, t) · δC(~r ′, 0)〉 = 〈δC(~r ′, 0) · δC̃(~k, 0) · e−Dk2τ 〉 (B.16)

Rücktransformation von Glg. B.16 liefert schließlich:

f(~r, ~r ′, τ) =
〈C〉

(4πDτ)
3
2

· e−
(~r−~r ′)2

4Dτ (B.17)

Dieser Ausdruck gibt die Wahrscheinlichkeit an, dass ein Teilchen, das sich zum Zeit-

punkt τ = 0 am Ort ~r befindet, sich zum Zeitpunkt τ ′ am Ort ~r ′ aufhält.

Einsetzen von Glg. B.17 in Glg. 2.10 ergibt:

G(τ) =
1

〈C〉
· 1

(4πDτ)
3
2

·
∫ ∫

W (~r)W (~r ′)e−
(~r−~r ′)2

4Dτ d~rd~r ′

[
∫
W (~r)d~r]2

(B.18)

=
1

〈C〉
· 1

(4πDτ)
3
2

·
∫ ∫

e
− 2(x2+y2)

ω2
r · e

−2 z2

z2
0 · e−

2(x′2+y′2)

ω2
r · e

−2 z′2

z2
0 · e−

(~r−~r′)2
4Dτ d~rd~r ′[∫

e
− 2(x2+y2)

ω2
r · e−2 z2

ω2
z d~r

]2
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Lösen dieser Gleichung führt zur endgültigen Autokorrelationsfunktion:

Gdiff (τ) =
γ

〈N〉

(
1

1 + 4Dτ/ω2
r

)(
1

1 + 4Dτ/ω2
z

) 1
2

(B.19)

In der Literatur ist oft eine andere Form dieser Gleichung zu finden, bei der τD = ω2
r

4D

gesetzt wurde:

Gdiff (τ) =
γ

〈N〉
·
(
1 +

τ

τD

)−1

·
(

1 +
ω2

r

ω2
z

τ

τD

)− 1
2

(B.20)

τD entspricht in etwa der Diffusionszeit durch das effektive Messvolumen. Dieses lässt

sich durch Veff = [
∫
W (~r)d~r]2 /

∫
W 2(~r)d~r berechnen und ist

(
π
2

) 3
2 ω2

r · ωz berechnet.



Anhang C

Details des experimentellen Aufbaus

In diesem Kapitel werden die einzelnen Komponenten des konfokalen Mikroskopaufbaus

aus Abb. 3.4 und die Datenauswertung genauer erläutert. In Abb. C.1 ist nochmals der

Aufbau schematisch dargestellt, diesmal in der Zwei-Farben-Variante.

Abbildung C.1: Schematische Darstellung des 2-Farben-Aufbaus: Die beiden Laserlinien werden
zunächst über einen dichroitischen Spiegel überlagert (DS1) und anschließend über einen weiteren
dichroitischen Spiegel (DS2) in das Objektiv eingekoppelt. Die Detektion erfolgt in drei verschiede-
nen Kanälen, bei denen das Fluoreszenzlicht nach Aufteilung in die Wellenlängenbereiche (DS3) je-
weils einen Bandpassfilter (EM1/EM2) passiert und nach der Lochblende (LB1/LB2) auf den Detektor
(APD1/APD2) fokussiert wird.
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C.1 Laser

Zur Anregung der Fluoreszenzfarbstoffe stehen verschiedene Laser zur Verfügung. Für

die Anregung im grünen bis gelben Wellenlängenbereich wurde zunächst ein dioden-

gepumpter Festkörperlaser mit einem Neodym (Nd3+) dotierten Yttrium-Vanadat

Wirtsgitter bei einer Wellenlänge von 532nm verwendet. Später wurde dieser durch

einen wassergekühlten Argon-Krypton-Mischgaslaser ersetzt, bei dem ein Prisma das

Einstellen verschiedener Wellenlängen ermöglicht. Beide Laser sind kontinuierlich

emittierende (continous wave, cw-) Laser mit Leistungen von bis zu einigen 100 mW

pro Laserlinie. Für den blauen und roten Wellenlängenbereich stehen jeweils mehrere

Diodenlaser zur Verfügung. Diese sind gepulste Laser mit einer Pulsdauer im Bereich

von etwa 50 ps und Repetitionsraten von bis zu 80 MHz. In Abb. C.2 ist die Breite und

Form eines solchen Laserpulses zu sehen. Diodenlaser haben allerdings den Nachteil,

dass sie eine größere spektrale Breite und ein stark elliptisches Strahlprofil haben.

Letzteres kann entweder durch die Verwendung von Raumfiltern oder single-mode

Fasern aufgereinigt werden.

Abbildung C.2: Breite und Form eines Pulses des Diodenlasers LDH-P-C-635B (aus [114])

Die verwendeten Laser und deren Wellenlängen sind in Tabelle C.1 aufgeführt.
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Laser Modell Laserlinien [nm] Leistung [mW] Pulsbreite Hersteller

Dioden gepumpter GCL-100-L-0.5% 532 100 cw CrystaLaser,

Festkörperlaser Reno, USA

(Nd:YVO4)

Dioden gepumpter Millenia 532 10 000 cw Spectra Phyiscs,

Festkörperlaser Darmstadt,

(Nd:YVO4) Deutschland

Argon-Krypton- Stabilite 2018 488 600 cw Spectra Physics,

Ionenlaser 514 550 Darmstadt,

531 240 Deutschland

568 225

647 410

Multi-channel LDH-P-C-405B 402 3.07 (40 MHz) 44 ps PicoQuant,

Pulsed Diode LDH-P-C-440 437 1.14 (40 MHz) 63 ps Berlin,

Laser System LDH-P-C-470 468 1.17 (40 MHz) 63 ps Deutschland

(PDL 808 Sepia) LDH-P-C-635B 635 9.00 (80 MHz) 83 ps

LDH-P-C-690 690 8.20 (80 MHz) 59 ps

Tabelle C.1: Auflistung der verwendeten Laser

C.2 Akusto-Optischer Modulator (AOM)

Bei der Verwendung des Nd:YVO4-Lasers und des Argon-Krypton-Ionen-Lasers werden

die Pulse mit einem AOM erzeugt. Ein AOM besteht aus einem Kristall, durch den eine

Schallwelle läuft und räumlich periodische Dichteschwankungen verursacht, die zu einer

Modulation des Brechungsindexes führen. Ein einfallender Lichtstrahl wird an den Stellen

mit hohem Brechungsindex gebeugt, ähnlich wie Röntgenstrahlen an einem Kristallgitter

(Bragg-Beugung) (s. Abb. C.3). Eine Schallwelle der Frequenz Ω besitzt eine von der

Abbildung C.3: Beugung eines einfallenden Lichtstrahls in einem Akusto-Optischen Modulator

Schallgeschwindigkeit vS abhängige Wellenlänge ΛS = vS

Ω
. Die Bedingung für die k-te

Beugungsordnung lautet somit:

2ΛS sin θ = kλ mit k=1,2,3... (C.1)
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In dem hier beschriebenen Aufbau wird die erste Beugungsordnung in das Mikroskop

eingekoppelt. Der AOM wird mittels eines Pulsgenerators an- und ausgeschaltet, so dass

die erste Beugungsordnung nur vorhanden ist, wenn gerade ein Spannungspuls anliegt.

Der verwendete AOM hat eine Anstiegszeit von 20 ns, weshalb Laserpulse mit einer

Breite von etwa 50-100 ns entstehen und die Repetitionsfrequenz auf maximal 10 MHz

limitiert ist (s. Abb. C.9).

Abbildung C.4: Form des Laserpulses nach dem AOM

C.3 Optische Glasfasern

In Glasfasern oder Lichtleitern kann Licht entlang gerader und gekrümmter Wege gelei-

tet werden. Eine Glasfaser besteht aus einem Kern und einem Mantel aus Glas, die sich

im Brechungsindex derart unterscheiden, dass der Brechungsindex des Mantels kleiner

als der des Kerns ist. Folglich tritt am Übergang, der stufen- oder gradientenförmig sein

kann, interne Totalreflexion auf und Lichtwellen innerhalb des Kerns können über lange

Distanzen geleitet werden. Es wird zwischen multimode und single-mode Fasern unter-

schieden, letztere haben einen sehr kleinen Kern, wodurch nur eine Lasermode hindurch

laufen kann [115, 19].

Für diesen Aufbau wurden ausschließlich single-mode Fasern verwendet, damit die Glas-

fasern gleichzeitig zur Aufreinigung des Laserprofils dienen. Des Weiteren kann durch

eine geeignete Wahl des Kollimators am Faserausgang eine Strahlaufweitung erzielt wer-

den.
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C.4 Objektiv

Für das Auflösungsvermögen eines Objektivs ist die Numerische Apertur entscheidend.

Diese ist definiert als das Produkt aus dem Winkel, unter dem Licht eingesammelt wer-

den kann, und dem Brechungsindex der Immersionsflüssigkeit. Vor allem bei Einzelmo-

lekülmessungen ist es also extrem wichtig, Objektive mit hoher Numerischer Apertur zu

verwenden. Für die Messungen wurde ein Wasserimmersionsobjektiv der Firma Zeiss mit

einer Numerischen Apertur von 1.2 verwendet (C-Apochromat, 63 x 1.2, Zeiss, Göttingen,

Deutschland). Das Objektiv ist chromatisch korrigiert und somit für den gesamten sicht-

baren Spektralbereich geeignet.

Obwohl Ölimmersionsobjektive eine noch höhere Numerische Apertur als Wasserimmer-

sionsobjektive haben, sind letztere für diesen Anwendungsbereich besser geeignet, da

biologische Proben üblicherweise in wässrigen Lösungen untersucht werden und somit

geringere Aberration auftritt.

C.5 Dichroitische Spiegel und Filter

Zur Überlagerung der anregenden Laserstrahlen und zur Trennung der Fluoreszenz in

die Detektionskanäle werden dichroitische Spiegel verwendet. Diese Spiegel sollten min-

destens 90% Reflexion bei den entsprechenden Wellenlängen haben. Eine höhere Anfor-

derung wird an den dichroitischen Spiegel im Mikroskop gestellt, der die Laser in das

Objektiv reflektiert und die Fluoreszenz durchlässt. Da die Anregung und das Maximum

der Fluoreszenz oft nur 20 nm spektral auseinander liegen, müssen die Kanten zwischen

Transmission und Reflexion sehr steil sein. Vor allem die Herstellung von dichroitschen

Tripleband-Spiegeln stellt eine besondere Herausforderung dar.

Im Detektionsstrahlengang werden nach der Trennung der Fluoreszenz Emissionsfilter

eingesetzt. Diese sollen das restliche Streulicht des Lasers und die im Vergleich zur Fluo-

reszenz rotverschobene Ramanbande des Lösungsmittels (meist Wasser) blockieren. Da-

her eignen sich als Emissionsfilter vor allem Bandbassfilter mit einer minimalen optischen

Dichte1 von OD 6 bei der Anregungswellenlänge und einer Breite der Transmission von

ca. 50-70 nm. Die verwendeten Filterkombinationen für die verschiedenen Farbstoffe sind

in Tabelle C.2 aufgelistet, die Transmissionsspektren der beiden am häufigsten Filter-

kombinationen sind in Abb. C.5 und Abb. C.6 gegeben.

C.6 Detektoren

Das Zählen einzelner Photonen erfordert extrem empfindliche Detektoren, bei gleichzei-

tiger kurzer Totzeit, damit sie für die zeitaufgelöste Spektroskopie geeignet sind. Diese

1OD=Optische Dichte, Abschwächung um den Faktor 10−OD
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λEx[nm] Farbstoffe Dichroitische Filter Bandpassfilter

470 GFP, Atto488 DC470/532/633 HQ525/50

z475/568/695rpc

514 YFP DC440/514/633 HQ560/80

z405/514/633rpc

532 Atto532, Cy3 z405/532/633 HQ580/75

DC470/532/633

568 Atto565 z475/568/695rpc HQ620/80

637 Atto647, Cy5 z405/532/633 HQ700/75

DC440/514/633

DC470/532/633

690 Atto690 z475/568/695rpc HQ715LP

Tabelle C.2: Auflistung der verwendeten Filterkombinationen für die verschiedenen Farbstoffe

Abbildung C.5: Für den Zwei-Farben-Aufbau (Anregung 532/635 nm) am häufigsten verwendete Fil-
terkombination: z405/532/633 Dichroitischer Spiegel im Mikroskop (dunkelgelb), DC650 Dichroitischer
Spiegel zur Aufteilung der Fluoreszenz in die beiden Detektionskanäle (orange), und HQ580/75 sowie
HQ700/75 als Bandpassfilter vor den Lochblenden

Bedingungen erfüllen Avalanche Photodioden (APD). Bei diesen Silizium-Halbleiter-

Dioden werden bei Absorption von Licht Elektron-Loch-Paare generiert, die durch An-

legen einer Sperrspannung an den pn-Übergang beschleunigt werden. Bei der Kollision

dieser beschleunigten Elektronen-Loch-Paare mit dem Kristallgitter werden durch Ioni-
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Abbildung C.6: Für den Drei-Farben-Aufbau verwendete Filterkombination: z475/568/695rpc Di-
chroitischer Spiegel im Mikroskop (orange), 565DCXR sowie 680DCXXR Dichroitische Spiegel zur Auf-
teilung der Fluoreszenz in die drei Detektionskanäle (dunkelgelb/weinrot), und HQ525/50, HQ620/80
sowie HQ715LP als Emissionsfilter vor den Lochblenden

sation neue Elektron-Loch-Paare erzeugt. Diese lawinenartige Verstärkung (Avalanche-

Effekt) ermöglicht die Detektion eines einzelnen Photoelektrons. Um die Totzeit des

Detektors möglichst gering zu halten, werden die APDs entweder passiv ”gequencht”,

indem der Stromfluss durch einen Widerstand begrenzt wird, oder aktiv ”gequencht”,

indem die Sperrspannung auf einen Wert unterhalb der Durchbruchspannung reduziert

wird.

Die hier verwendeten APDs sind sogenannte Single Photon Counting Modules der Fir-

ma PerkinElmer Optoelectronics (SPCM-AQR-14, PerkinElmer Optoelectronics, Wel-

lesley, USA). Die aktive Fläche mit einem Durchmesser von 180 µm ist in einem Wel-

lenlängenbereich von 400 bis 1060 nm sensitiv, mit einer maximalen Detektionseffizienz

von 65 % bei 650 nm. Durch aktives Quenchen liegt die Totzeit bei 50 ns, die Dun-

kelzählrate im Bereich von 25-250 Photonen/s. Die Detektoren geben ein Signal in Form

eines TTL-Pulses2 aus, welches über einen Verteiler (Eigenbau der Elektronikwerkstatt)

an die drei Messkarten weitergeleitet wird.

2Ein TTL-Signal schaltet bei einer Spannung >2.4 V und <0.8 V aus.
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Abbildung C.7: Detektionseffizienz der APD in Abhängigkeit der Wellenlänge (aus [116])

C.7 Datenaufnahme

Zur Datenaufnahme stehen drei verschieden Messkarten zur Verfügung. Ein Hardware-

Korrelator und zwei Time-Correlated Single Photon Counting (TCSPC)-Karten.

C.7.1 Korrelatorkarte

Die digitale Korrelatorkarte (ALV-5000 Multiple Tau, ALV, Langen, Deutschland) be-

rechnet in Quasi-Echtzeit Auto- und Kreuzkorrelationsfunktionen und verfügt über zwei

unabhängige Eingangskanäle. Diese bestehen aus 288 Datenkanälen, die logarithmisch

auf einer Zeitskala von 200 ns bis mehreren Stunden angeordnet sind. Die Korrelations-

kurven werden berechnet, indem das Eingangssignal eines bestimmten Zeitintervalls tS

aufgenommen und mit einem Zeitintervall zu einem späteren Zeitpunkt tS + NtS mul-

tipliziert wird. Die zeitliche Verzögerung muss dabei einem ganzzahligen Vielfachen des

Messintervalls tS entsprechen. Die Produkte werden für verschiedene Verzögerungszeiten

berechnet und für die jeweilige Verzögerungszeit aufsummiert und normiert. Aufgrund

der logarithmischen Anordnung der Verzögerungszeiten kann dabei ein sehr grosser Zeit-

bereich abgedeckt werden [117]. Die Korrelatorkarte kann entweder die Autokorrelati-

on von einem oder zwei Eingangssignalen berechnen oder deren Kreuzkorrelation. Eine

gleichzeitige Berechnung von Auto- und Kreuzkorrelationen ist leider nicht möglich. Des

Weiteren besteht keine Möglichkeit die Rohdaten zu speichern, wodurch PIE mit dieser

Karte nicht durchgeführt werden kann. Es wird allerdings die aktuelle Zählrate auf dem

Bildschirm angezeigt, weshalb diese Karte überwiegend zur Justage verwendet wurde.
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C.7.2 Time-Correlated Single Photon Counting (TCSPC)

Die TCSPC-Karten verfügen über einen weitaus breiteren Anwendungsbereich als die

Korrelatorkarte. Es können Photonen mit einer Auflösung von einigen zehn Pikosekun-

den gezählt werden, wodurch zum Beispiel die Messung von Fluoreszenzlebensdauern

möglich wird.

Zur Anregung müssen in diesem Fall gepulste Laser verwendet werden, deren Pulsfre-

quenz als Referenzsignal (Sync-Signal) an die TCSPC-Karte weitergegeben wird. Die Zeit

zwischen zwei Laserpulsen ist in Zeitbins3 mit einer Auflösung von einigen Pikosekunden

aufgeteilt. Die Messung erfolgt auf folgende Weise: Der Sync-Puls des Lasers gibt der Kar-

te ein Startsignal, das Stoppsignal sendet der Detektor in Form eines Spannungspulses.

Die Karte speichert, in welchem Zeitbin nach dem Sync-Puls das Signal des Detektors re-

gistriert wurde. So kann die Zeit zwischen der Anregung und der Emission eines Photons

gemessen werden. Praktisch wird dies durch den Zeit-zu-Amplitudenkonverter (Time

to Amplitude Converter, TAC) realisiert. Dieser beginnt eine lineare Spannungsrampe

hochzufahren, sobald das Startsignal eintrifft, und wird vom Stoppsignal angehalten.

Der resultierende Spannungswert ist proportional zur Zeitdifferenz zwischen Start- und

Stoppsignal und wird mittels eines Analog-zu-Digital-Konverters in einen Zählwert um-

gewandelt. Eine TCSPC-Karte hat somit zwei verschiedene zeitliche Auflösungen: Zum

einen in welchem Anregungszyklus das Photon emittiert (ca. 10 - 200 ns) und zum an-

deren in welchem Zeitbin nach der Anregung das Photon registriert wurde (≥38 ps). Ein

Histogramm über alle gemessenen Anregungszyklen zeigt den typischen exponentiellen

Abfall einer Fluoreszenzlebensdauer.

TimeHarp200 Die TimeHarp 200 (PicoQuant, Berlin, Deutschland) ist eine TCSPC-

Karte, die nur über einen Eingangskanal verfügt. Die Zeit zwischen zwei Anregungspul-

sen wird in bis zu 4096 Zeitbins mit einer minimalen zeitlichen Auflösung von 38 ps

aufgeteilt. Die Totzeit liegt bei etwa 450 ns. Wenn eine Messung mit mehreren Detekti-

onskanälen durchgeführt werden soll, kann ein Router vorgeschaltet werden. Durch den

Router werden die Photonen von bis zu vier Kanälen mit der Zusatzinformation, von

welchem Detektor sie registriert wurden, versehen. Sobald allerdings ein Photon von ei-

nem der Detektoren registriert wurde, können während der Totzeit keine Photonen der

anderen Detektoren gespeichert werden. Dies kann zu Messartefakten führen, wie in Ka-

pitel 4 diskutiert wird.

Im sogenannten Time-Tagged Time-Resolved -Modus wird zusätzlich zur Zeit zwischen

Photon und darauf folgendem Sync-Puls die absolute Zeit vom Start der Messung mit

einem unabhängigen Taktgeber mit einer zeitlichen Auflösung von 100 ns gespeichert.

3Als Bins werden definierte Zeitabschnitte bezeichnet.
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SPC-140 Die TCSPC-Karte von Becker & Hickl (Berlin, Deutschland) besteht aus

drei unabhängigen, synchronisierten TCSPC-Karten (SPC-140), so dass die Totzeit für

jeden Detektionskanal separat zählt. Es spielt bei dieser Karte also keine Rolle, ob bereits

ein Photon in einem anderen Detektionskanal detektiert worden ist. Die Totzeit jeder

der drei einzelnen Karten beträgt 100 ns und liegt damit signifikant unter der Totzeit

der TimeHarp200-Karte. Die maximale zeitliche Auflösung eines Zeitbins reduziert sich

ebenso und beträgt 6 ps.

Diese Karte stand erst zum Ende der vorliegenden Arbeit zur Verfügung, der größte Teil

der Messungen wurde daher mit der TimeHarp200 durchgeführt.

C.8 Synchronisation von Laserpulsen und TCSPC-

Karte

Für PIE ist die Synchronisation der Laserpulse und der TCSPC-Karte notwendig. Als

Taktgeber wurde der Oszillator (SOM808, PicoQuant) des Netzgeräts der gepulsten Di-

odenlaser (PDL 808 Sepia) verwendet, der einen 80 MHz Nim-Puls4 vorgibt. Dieser geht

zunächst in den Sequenzierer (SSM808, PicoQuant), der den Puls auf bis zu acht Kanäle

aufteilt, die zeitlich gegeneinander verschoben sind. Die aus dem Sequenzierer kommen-

den Pulse synchronisieren die verschiedenen Laser und die TCSPC-Karte. Der AOM

kann allerdings nur mit TTL-Pulsen gespeist werden. Deswegen wird hierfür der Nim-

Puls zunächst in einen TTL-Puls umgewandelt (Eigenbau aus der Elektronikwerkstatt).

Dieser TTL-Puls wird wiederum als Taktgeber für einen Pulsgenerator (HM 8035, HA-

MEG GmbH, Mainhausen, Deutschland) verwendet, da die Form des Pulses nicht für

eine einwandfreie Funktion des AOMs ausreicht. Der Pulsgenerator stellt nun formschöne

TTL-Pulse, die zu den übrigen Lasern synchronisiert sind, zur Verfügung.

Die zeitliche Verschiebung der synchronisierten Laserpulse wird dadurch erreicht, dass

der Sequenzierer zeitlich verschobene NIM-Pulse liefert. Die Feineinstellung kann über

die Kabellänge vorgenommen werden. Ein vereinfachtes Schema der Synchronisation ist

in Abb. C.8 zu sehen.

Zur Überprüfung der Synchronisation und der Verschiebung wurde das Laserlicht auf

eine Photodiode abgebildet und mit einem Oszilloskop aufgezeichnet. In Abb. C.9 ist

die alternierende Anregung zum einen für zwei ps-gepulste Laser und zum anderen für

einen ps-gepulsten roten Laser und einen grünen Laser, der über den AOM gepulst wird,

dargestellt.

4Ein Nim-Signal schaltet bei einer Spannung <-0.8 V an und die Pulsbreite beträgt mind. 5 ns.
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Abbildung C.8: Schema der Synchronisation: Der Oszillator gibt eine Taktfrequenz von 80MHz vor,
die vom Sequenzierer in acht zeitlich verschobene Kanäle aufgeteilt wird. Diese Spannungspulse triggern
die TCSPC-Karte, die ps-gepulsten Laser und den Pulsgenerator und damit den AOM.
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Abbildung C.9: links: alternierende Laserpulse von zwei ps-gepulstem Laserdioden, rechts: Laserpulse
eines roten, ps-gepulsten Lasers und eines grünen, über AOM gepulsten Lasers

C.9 Datenauswertung

Die Datenauswertung wurde größtenteils mit selbstgeschriebenen Programmen durch-

geführt, die auf der Skriptsprache PV-Wave (Visual Numerics, Inc., Houston, Texas,

USA) aufbauen.

Modus der Datenaufnahme Die Daten können im Photonenmodus oder Zeitmodus

aufgenommen werden.

Im Zeitmodus wird die Anzahl der Photonen in einem bestimmten Zeitintervall gespei-

chert, beim Photonenmodus werden die Zeiten zwischen zwei Photonen gemessen. Im

Photonenmodus sind also mehr Informationen enthalten als im Zeitmodus, weshalb nur
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der Photonenmodus in den Zeitmodus umgewandelt werden kann, aber nicht umge-

kehrt. Solange die mittlere Anzahl der Moleküle nicht die Datentransferrate übersteigt,

sollte also immer der Photonenmodus verwendet werden. Die TCSPC-Karten arbeiten

grundsätzlich im Photonenmodus, zur weiteren Verarbeitung werden die Daten allerdings

im Nachhinein teilweise in den Zeitmodus transferiert.

Auto- und Kreuzkorrelation Zur Berechnung der ACF wird im Zeitmodus das Pro-

dukt der Photonen pro Zeiteinheit τ zum Zeitpunkt τ und n · τ (n=0,1,2...) berechnet.

Der Mittelwert dieses Produktes wird für verschiedene Verzögerungszeiten τ berechnet,

wobei diese auf einer logarithmischen Zeitskala angeordnet sind.

Zur Berechnung der CCF werden zwei verschiedene Algorithmen kombiniert. Die ersten

Punkte werden mit einem Algorithmus im Photonmodus ähnlich zu dem des Hardware-

Korrelators berechnet [118]. Hierbei werden die Ankunftszeiten des ersten Kanals {t11,

t12, ..., t1N} solange gegen die Ankunftszeiten des zweiten Kanals {t21, t22, ..., t2N} ver-

schoben, bis der Zeitunterschied gleich oder größer einer vorgegebenen Verzögerungszeit

τ ist und der Wert der Korrelation für diesen Wert von τ um eins erhöht wird. Die Be-

rechnung findet bei linearer Verteilung der Verzögerungszeiten τ statt, anschließend wird

der Mittelwert in logarithmischen Abständen gebildet. Der hintere Teil der CCF wird

bei niedriger zeitlicher Auflösung im Zeitmodus entsprechend des Algorithmus für die

ACF berechnet. Diese Kombination der beiden Algorithmen führt zu einer Optimierung

der Rechenzeit bei gleichzeitig hinreichender Genauigkeit.

Burst Analysis Für die Burst Analysis wurde ein Algorithmus verwendet, bei dem

die Daten zu Zeitbins einer Länge, die etwa der Diffusionszeit entspricht, zusammenge-

fasst werden. Ab einem bestimmten Schwellenwert wird ein Burst als Molekül erkannt.

Bei benachbarten Bins wird anschließend geprüft, ob sie ebenfalls über einem anderen,

niedrigeren Schwellenwert liegen. Falls ja, werden die Photonen aus dem oder den be-

nachbarten Bins hinzuaddiert. Als Bin wird typischerweise 2 ms, als Grenzwert für den

roten Detektionskanal nach der roten Anregung 12 Photonen/Bin und als Grenzwert für

die Summe an Photonen nach der grünen Anregung im roten und grünen Detektionskanal

17 Photonen/Bin verwendet.



Anhang D

Fluoreszenzfarbstoffe und

Markierung

Bei Einzelmolekülmessungen kommt es entscheidend darauf an, ein möglichst hohes Fluo-

reszenzsignal von jedem Teilchen detektieren zu können. Neben der Numerischen Apertur

des Objektivs und qualitativ hochwertigen optischen Komponenten sind deswegen ex-

trem gute Fluorophore notwendig. Im Folgenden wird eine Einführung in die wichtigsten

Eigenschaften der Farbstoffe und der Probenvorbereitung gegeben.

D.1 Synthetische Farbstoffe

In den hier beschriebenen Experimenten wurden hauptsächlich kommerziell erhältliche,

synthetische Fluoreszenzfarbstoffe verwendet. Bei der Auswahl der Farbstoffe ist in er-

ster Linie zu beachten, dass die zur Verfügung stehende Anregungswellenlänge möglichst

gut mit der Wellenlänge des Absorptionsmaximums (λmax,Abs) übereinstimmen, um

einen möglichst hohen Extinktionskoeffizienten zu gewährleisten. Dies ist im Normalfall

unproblematisch, da es inzwischen speziell auf häufig verwendete Laserlinien optimierte

Farbstoffe gibt (z.B Atto-Farbstoffe der Firma Atto-Tec oder Alexa-Farbstoffe der Firma

Invitrogen). Neben dem molaren Extinktionskoeffizienten ε sind wichtige Kriterien die

Fluoreszenzquantenausbeute φ, die das Verhältnis von absorbierten zu emittierten

Photonen angibt, und die Photostabilität. Experimentell zeigt sich die Güte eines

Farbstoffes in der Photonenausbeute pro Molekül und Sekunde, der Molekularen

Helligkeiten ε, die sich bei FCS-Messungen besonders leicht als Produkt aus Amplitude

und Zählrate berechnen lässt. In Tabelle D.1 sind alle verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe

mit ihren photophysikalischen Parametern aufgelistet.
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Farbstoff λmax,Abs[nm] λmax,Em[nm] ε[cm−1/M−1] φ[%]

Alexa488a 495 519 71000 43

Atto532b 532 553 115000 90

Atto565b 563 592 120000 92

Atto647b 645 669 120000 20

Atto647Nb 644 669 150000 65

Atto700b 700 719 120000 25

Cy5c 649 670 250000 28

aInvitrogen, Carlsbad, USA
bATTO-TEC, Siegen, Deutschland
cAmersham, Buckinghamshire, England

Tabelle D.1: Photophysikalische Eigenschaften der verwendeten Fluoreszenzfarbstoffe [119, 120, 121]

D.2 Entwicklung neuer Farbstoffe

Bei der Verwendung von Fluoreszenzfarbstoffen für die Einzelmolekül-Spektroskopie wer-

den äußerst hohe Ansprüche an diese gestellt, weshalb ein stetiges Interesse an der

Entwicklung neuer wasserlöslicher Farbstoffe zur Markierung von biologischen Syste-

men besteht. Gerade kürzlich konnte ein neuer Terrylen-Diimid-basierter wasserlöslicher

Farbstoff (WS-TDI) vorgestellt werden, der in Wasser nicht fluoreszierende H-Aggregate

bildet. Die monomere Form, wie sie z.B. in nanoporösen Materialien oder in Lipidmem-

branen vorliegt, ist allerdings hoch fluoreszent und extrem photostabil. Anhand von

FCS-Messungen konnte weiterhin gezeigt werden, dass sich dieser Farbstoff auch zur

Markierung von Proteinen eignet (s. Abb. D.1). Dadurch dass WS-TDI in Wasser nicht-

fluoreszierende Aggregate bildet, ist der Überschuss an nicht gebundenen bzw. nicht

eingelagertem WS-TDI nicht sichtbar [122].

D.3 Autofluoreszierende Proteine

Neben den synthetischen Farbstoffen wurden auch autofluoreszierende Proteine verwen-

det, die vor allem bei in vivo-Messungen in Zellen ihre Anwendung finden. Zur Kopplung

synthetischer Fluorophore an Proteine, die in lebenden Zellen untersucht werden sollen,

müssten diese Proteine zuerst aus der Zelle isoliert, mit einem Fluorophor markiert und

anschließend wieder in die Zelle eingebracht werden. Dieser Vorgang ist meist schwierig

und garantiert nicht, dass das Protein hinterher noch seine volle Funktion besitzt. Bei

autofluoreszenten Proteinen wie dem grün fluoreszierenden Protein (GFP) ist der Chro-

mophor vollständig genetisch kodiert. Durch Einbau eines GFP-Vektors in die Sequenz

des zu untersuchenden Proteins kann dieses Protein als Fusionsprotein in der Zelle ex-

primiert werden [123].
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Abbildung D.1: FCS-Messungen des WS-TDI und WS-TDI an das Protein Avidin markiert. Die
Diffusionskoeffizenten betragen 140 µm2/s für den reinen Farbstoff und 48 µm2/s für den Farbstoff
markiert an Avidin. Der Unterschied von einem Faktor 3 ist aufgrund der Molekulargewichte von 67 kD
bzw. 1.524 kDa zu erwarten.

Die Eigenschaften der in dieser Arbeit verwendeten fluoreszierenden Proteine sind in

Tabelle D.2 zusammengestellt.

Farbstoffe λmax,Abs[nm] λmax,Em[nm] ε[cm−1/M−1] φ[%]

GFP 489 508 55000 60

YFP 514 527 84000 61

DsRed 558 583 72500 68

Tabelle D.2: Photophysikalische Eigenschaften der verwendeten fluoreszenten Proteine [124]
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D.4 Bestimmung der Förster-Radien und α-

Faktoren

Zur Berechnung der Förster-Radien für die verschiedenen Farbstoff-Paare werden die

Quantenausbeute des Donors φD, der Extinktionskoeffizient des Akzeptors, der Orien-

tierungsfaktor κ2, das Emissionsspektrum des Donors und das Absorptionsspektrum des

Akzeptors benötigt. Die Absorptions- und Emissionsspektren wurden von den an DNA-

/Protein-gebundenen Farbstoffen aufgenommen, von denen auch das Absorptionsmaxi-

mum abgelesen werden konnte, der Extinkionskoeffizient wurde der Literatur entnom-

men. Die Quantenausbeute wurde aus dem Verhältnis von emittierten Photonen (Fläche

des Emissionsspektrums) zu an der Anregungswellenlänge absorbierten Photonen des

Farbstoffs in Wasser bestimmt. Die Spektren wurden dazu von der gleichen Probe auf-

genommen, um aber die unterschiedlichen Anregungs- und Detektionseigenschaften der

verwendeten Spektrometer (Cary50, UV-Vis Spectrophotometer, Palo Alto, CA, USA

und Fluoreszenzspektrometer FS900, Edinburgh Instruments, Livingston, UK) mit ein-

beziehen zu können, wurde zusätzlich die Quantenausbeute für den Farbstoff in Wasser

auf dieselbe Weise bestimmt und mit dem Literaturwert verglichen. Mit den so erhaltenen

Werten für die Quantenausbeute, dem Literaturwert des Extinktionskoeffizienten, der

Annahme, dass κ2 = 2
3
, und den Absorptions-/Emissionsspektren konnten die Förster-

Radien nach Glg. D.3 berechnet werden. Dafür wurde das Programm PhotochemCad

[125] verwendet. Die Förster-Radien für die verschiedenen verwendeten Farbstoff-Paare

jeweils für den Farbstoff alleine und den an DNA-gebundenen Farbstoff sind in Tabel-

le D.3 aufgelistet. Die α-Faktoren für die entsprechenden Farbstoff-Paare sind ebenfalls

dieser Tabelle zu entnehmen.

Akzeptor Donor R0,H2O [Å] R0,DNA [Å] αDNA αProtein

Atto488 Atto565 64 60 1.7

Atto488 Atto700 44 40 0.51

Atto532 Atto647 61 1

Atto532 Atto647N 60 51 0.9 0.9

Atto565 Atto700 62 60 0.3

YFP Atto647N 51 1.3

Tabelle D.3: Förster-Radien R0 und α-Faktoren für die verwendeten Farbstoff-Paare



ANHANG D. FLUORESZENZFARBSTOFFE UND MARKIERUNG 141

D.5 DNA-Doppelstränge

Bei einem konfokalen Zwei- oder sogar Drei-Farben-Aufbau ist es äußerst schwierig

die Laserfoki exakt zu überlagern. Zur Justage werden Proben benötigt, die möglichst

vollständig mit zwei bzw. drei Farbstoffen markiert sind. Zu diesem Zweck wurden ver-

schiedene doppelsträngige DNA-Sequenzen entworfen, die mit Fluorophoren markiert

wurden.

D.5.1 Markierung von DNA/Protein mit Fluoreszenzfarbstof-

fen

Die Fluoreszenzfarbstoffe werden über eine Säureamidbindung kovalent an die DNA

gekoppelt. Die Fluorophore werden dazu mit einem N-Hydroxysuccinimid-Ester (NHS-

Ester) funktionalisiert, bei der DNA wird die zu markierende Base, ein Thymin, mit ei-

ner Aminogruppe (NH2) versehen. Das Reaktionsschema ist in Abb. D.2 dargestellt. Die

Abbildung D.2: Reaktionsschema der NHS-Ester-Reaktion

DNA ist so aufgebaut, dass jeder Teilstrang mit nur einem Farbstoff markiert wird und

die beiden Stränge hinterher zu einem Doppelstrang hybridisiert werden. Sowohl nach

der Markierung der Einzelstränge als auch nach der Hybridisierung werden die Proben

durch hochauflösende Flüssigkeitschromatographie (high performance liquid chromato-

graphy, HPLC, EcoNova, Novosibirsk, Russland) aufgereinigt. Dadurch konnten Markie-

rungseffizienzen von bis zu ca. 70 % erreicht werden.

Proteine werden meist über eine Thioether-Bindung mit Farbstoffen gekoppelt. Die Ami-

nosäure Cystein hat eine freie Thiol-Gruppe, die wie in Abb. D.3 mit einem Maleimid-

modifiziertem Farbstoff reagieren kann.

Abbildung D.3: Reaktionsschema der Thiol -Maleimid-Reaktion
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D.5.2 Sequenzen der DNA

Zur Justierung der Kreuzkorrelation wurde ein 60 Basenpaare (bp) langer Strang

(DNA60) entworfen, der an den 5’-Enden mit Atto532 und Atto647 markiert wurde.

Die Sequenz ist in Abb. D.4 dargestellt.

Abbildung D.4: Sequenz des 60 bp langen DNA-Doppelstrangs DNA60 zur Justage des Zwei-Farben-
Aufbaus

Für die FRET-Messungen wurde ein 40 bp DNA-Dopppelstrang mit internen Markie-

rungen verwendet, dessen Sequenz in Abb. D.5 zu sehen ist. An den mit X gekenn-

Abbildung D.5: Sequenz des 40-mers zur Untersuchung von FRET. An den mit X gekennzeichneten
Positionen befindet sich ein T-Aminolink. Der untere, nicht biotinierte Strang lag in drei verschiedenen
Varianten vor, in jedem ist jeweils nur eines der Thymine mit einer Aminogruppe funktionalisiert.

zeichneten Stellen wurde jeweils ein Thymin mit einem Aminolink versehen, woran die

Farbstoffe Atto532 bzw. Atto647 gebunden wurden. Der untere Strang lag in drei ver-

schiedenen Varianten vor, so dass der Abstand zwischen den beiden Farbstoffen 10, 15

bzw. 20 Basenpaare beträgt. Diese DNA-Doppelstränge werden mit DNA10, DNA15 und

DNA20 bzw. DNAA und DNAD für die jeweils nur mit Akzeptor bzw. Donor markierte

Variante bezeichnet. Die gleichen DNA-Doppelstränge lagen zur Justierung des Drei-

Farben-Aufbaus mit den Farbstoff-Kombinationen Atto488/Atto565, Atto488/Atto700

und Atto565/Atto700 vor.

Die Sequenzen der dreifarbig-markierten DNA sind Abschnitt 4.5 zu entnehmen.

D.6 Probenvorbereitung

Für FCS/FCCS-Experimente wurden die Proben auf eine Konzentration von ca. 20nM

verdünnt. Die Proben für die spFRET-Messungen wurden nochmals 500 bis 1000-fach

verdünnt, so dass ca. 10-50 pM Lösungen verwendet wurden.

Als Probenhalter wurden für die reinen Farbstoffe Deckglas-”Sandwiches” verwendet.

Hierzu werden mittels eines doppelseitigen Klebebands zwei Deckgläser so zusammenge-

klebt, dass eine schmaler Kanal entsteht, der mit ca. 5 µl Probe gefüllt und anschließend

an beiden Seiten mit Paraffin verschlossen wird. Dies ist zur Justierung des Aufbaus

äußerst hilfreich, da die Proben über einen längeren Zeitraum (einige Stunden bis Tage)
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nicht verdunsten und somit unveränderte Konzentrationen haben.

DNA und vor allem Proteine adsorbieren leicht auf Glasoberflächen, so dass z.B. bei

Verwendung eines Deckglas-”Sandwiches” schnell eine Verringerung der Konzentration

beobachtet wird. Daher wurden DNA und Proteine in einem Teflonhalter, auf den von

unten mit Paraffin ein Deckglas geklebt wurde, vermessen. Dies hat den Vorteil, dass die

Probe nur mit einer Glasfläche von ca. 2 mm Durchmesser in Berührung kommt. Im Tef-

lonhalter wird ein Probenvolumen von 10 µl eingesetzt, welches mit einer Glasfläche von

3.14 mm2 in Berührung kommt, im Vergleich dazu wird bei den Deckglas-”Sandwiches”

lediglich ein Volumen von 5 µl verwendet, welches mit einer Glasfläche von etwa 80 mm2

in Berührung kommt.

D.7 HeLa-Zellen und Polyplexe

Die Aktinfilamente der verwendeten HeLa-Zellen waren dauerhaft mit dem fluoreszenten

Protein DsRed transfiziert [126]. Nach dem Aussäen in LabTek-Kammern (155411, Nalge

Nunc International, Rochester, NY, USA) wuchsen die Zellen zwei Tage in dem Medium

DMEM mit 10% FCS und 1% Antikörpern an. Die Polyplexe wurden aus Polyethylenimin

und Cy5-markierter Plasmid-DNA analog zu Boeckle et al. [126] hergestellt und 30 min

mit den Zellen inkubiert. Nach dem Wechsel des Mediums und weiteren 30 min im

Brutschrank konnten die Zellen direkt in den LabTek-Kammern abgebildet werden.
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Anhang E

SpFRET-Verteilungen der

DM-MBP-Mutanten

Im Folgenden werden die FRET-Verteilungen für weitere Markierungskombinationen des

DM-MBP gezeigt. Es wurden jeweils der Substrat-GroEL-Komplex, der Substrat-SR1-

Komplex, die native und die denaturierte Struktur untersucht.
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DM-MBP(134C-298C)

Abbildung E.1: DM-MBP(134C-298C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP(73C-298C)

Abbildung E.2: DM-MBP(73C-298C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)



148

DM-MBP(30C-298C)

Abbildung E.3: DM-MBP(30C-298C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP(52C-312C)

Abbildung E.4: DM-MBP(52C-312C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP (30C-312C)

Abbildung E.5: DM-MBP(30C-312C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP(345C-298C)

Abbildung E.6: DM-MBP(A8C-298C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP(30C-134C)

Abbildung E.7: DM-MBP(30C-134C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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DM-MBP(30C-175C)

Abbildung E.8: DM-MBP(30C-175C) gebunden an GroEL (links oben), an SR1 (rechts oben), nativ
(links unten) und denaturiert (rechts unten)
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[87] Breslauer KJ, Frank R, Blöcker H, Marky LA (1986) Predicting DNA Duplex Sta-

bility from the Base Sequence, Proceedings of the National Academy of Sciences of

the United States of America, 83 (11), pp. 3746

[88] McKinney SA, Declais AC, Lilley DMJ, Ha T (2003) Structural dynamics of indi-

vidual Holliday junctions, Nature Structural Biology, pp. 93–97

[89] Goodman RP, Schaap IAT, Tardin CF, Erben CM, Berry RM, Schmidt CF, Tur-

berfield AJ (2005) Rapid chiral assembly of rigid DNA building blocks for molecular

nanofabrication, Science, 310 (5754), pp. 1661

[90] Gelbart WM, Bruinsma RF, Pincus PA, Parsegian VA (2000) DNA-inspired elec-

trostatics, Physics Today, 53 (9), pp. 38

[91] Debye P, Hückel E (1923) The theory of electrolytes I. The lowering of the freezing

point and related occurrences, Physikalische Zeitschrift, 24, pp. 185

[92] Grosberg AY, Nguyen TT, Shklovskii BI (2002) Colloquium: The physics of charge

inversion in chemical and biological systems, Reviews of Modern Physics, 74 (2),

pp. 329

[93] Chalfie M, Tu Y, Euskirchen G, Ward WW, Prasher DC (1994) Green Fluorescent

Protein as a Marker for Gene-Expression, Science, 263 (5148), pp. 802

[94] Zhang J, Campbell RE, Ting AY, Tsien RY (2002) Creating new fluorescent probes

for cell biology, Nature Reviews Molecular Cell Biology, 3 (12), pp. 906
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Abkürzungsverzeichnis

ACF Autokorrelationsfunktion

(Autocorrelation Function)

ADP Adenosindiphosphat

APD Avalanche Photodiode

ATP Adenosintriphosphat

AOM Akusto-Optischer Modulator

bp Basenpaare

CCF Kreuzkorrelationsfunktion

(Cross-Correlation Function)

cw Dauerstrich- (continous wave)

DNA Desoxyribonucleinsäure

dsDNA doppelsträngige DNA (double stranded DNA)

Fij Fluoreszenzintensität im iten Detektionskanal nach der j ten

Anregung

εi,j,k Molekulare Helligkeit der Spezies i im Detektionskanal j und

Anregungsquelle k

FCS Fluoreszenz-Korrelations-Spektroskopie

(Fluorescence Correlation Spectroscopy)

FCCS Fluoreszenz-Kreuzkorrelations-Spektroskopie

(Fluorescence Cross-Correlation Spectroscopy)

FJC Freely Jointed Chain

FRET Fluoreszenz- (Förster-)Resonanz-Energietransfer

GFP Green Fluorescent Protein

GdnHCl Guanidinhydrochlorid

LSM Laser Scanning Microscopy

MBP Maltose Binding Protein

OD Optische Dichte

PIE Pulsed Interleaved Excitation

RNA Ribonucleinsäure

R0 Förster-Radius

S/N Signal-Rausch (Signal-to-Noise)

spFRET Einzelmolekül-FRET (single-pair FRET )

SR1 Single Ring (GroEL-Mutante aus nur einem der heptameren Ringe)

ssDNA einzelsträngige DNA (single stranded DNA)

TCSPC Time Correlated Single Photon Counting



u unit (Einheit, mit der die Aktivität eines Enzyms angegeben wird:

Enzymmenge, die unter Standardbedingungen pro min 1 µmol

Substrat umsetzt)

(e)YFP (enhanced) Yellow Fluorescent Protein
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Prof. Christoph Bräuchle möchte ich für die Betreuung meiner Doktorarbeit, für die

exzellenten Arbeitsbedingungen in unseren Laboren und im Rahmen des CeNS und die

Finanzierung zahlreicher Tagungen danken. Eine solche Ausstattung und so viele Ge-
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Doktorandendaseins mitgemacht hat und mich immer wieder motiviert und aufgemun-

tert hat, sowie für das fleißige Korrekturlesen dieser Arbeit. Meinen Eltern möchte ich
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