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Zusammenfassung
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Alkin-DNA Aldehyd-DNA

Die Einführung von funktionellen Gruppen in DNA unter Erhaltung der Ba-
senpaarung und enzymatischen Prozessierbarkeit ist eine wichtige Möglichkeit
DNA mit neuen Eigenschaften für neue Anwendungen zu erzeugen. Ziel der
Arbeit war die Funktionalisierung von DNA mit Aldehyden zur Abscheidung
von Silber mit Hilfe der Tollens-Reaktion. Dabei wurde nicht nur der direkte
Einbau von aldehydmodifizierten Monomeren, sondern auch die Funktiona-
lisierung von DNA mit Hilfe der Kupfer(I)-katalysierten 1,3-dipolaren Cyclo-
addition von Aziden und Alkinen („Click“-Chemie) untersucht. Diese erst vor
kurzem entdeckte Reaktion zeichnet sich durch hohe Geschwindigkeit, hohe
Ausbeute, hohe Toleranz funktioneller Gruppen und einfache Durchführung
aus. Die Reaktion wurde schon in vielen Bereichen der Chemie und Biochemie
erfolgreich eingesetzt.

Um die Kompatibilität der Reaktion mit DNA zu untersuchen, wurden
mit Alkinen modifizierte Thymidine über Festphasensynthese in kurze DNA-
Stränge eingebaut. Bei der Untersuchung der Produkte der Cycloaddition un-
ter verschiedenen Bedingungen zeigte sich, dass die Stabilisierung der Cu(I)-
Ionen durch spezielle Liganden, wie Tribenzyltriazolamin (TBTA), nötig war.
Die direkte Zugabe von CuBr als Kupfer(I)-Quelle ohne Reduktionsmittel er-
gab die besten Ergebnisse. Mit diesen Bedingungen gelang es, sechs aufein-
anderfolgende Alkine quantitativ mit verschiedenen Aziden umzusetzen. Die
Bandbreite der eingeführten Funktionen reichte von Fluoreszenzfarbstoffen wie
Fluoreszein bis hin zu metallreduzierenden Gruppen, wie Zucker. Ein gewisser
Abstand des Alkins zur Base war bei den Einzelsträngen für eine quantitati-

xi



Zusammenfassung

ve Umsetzung essentiell. Selbst die Reaktion an bis zu 2000 Basenpaare langen
DNA-Strängen mit nur jeweils zwei Alkinen konnte ohne Schädigung der DNA
durchgeführt werden.

In Kooperation mit Prof. Reinhoudt an der Universität Twente wurde Alkin-
DNA erfolgreich im microcontact printing (μCP) auf azidmodifizierten Glaso-
berflächen verwendet. Um die DNA ohne Störung ihrer Struktur zu immobi-
lisieren, wurden neue Festphasenmonomere für terminale Alkine synthetisiert.
Diese Alkin-DNA wurde danach auf der Oberfläche erfolgreich mit einem fluo-
reszenzmarkierten Gegenstrang hybridisiert.

Zur Herstellung von langen DNA-Strängen (2000 Basenpaare) mit einer ho-
hen Dichte an Aldehyden wurden Triphosphate mit Aldehyden oder Alkinen
synthetisiert. Diese substituierten das entsprechende natürliche Triphosphat in
der PCR. Bei den Aldehyd-Triphosphaten war die Freisetzung der Aldehyde,
welche als Acetale geschützt waren, nicht ohne Schädigung der DNA mög-
lich. Ein Baustein mit einem acetylgeschützten Zucker als Aldehydkomponen-
te zeigte selektive Metallabscheidung. Diese sterisch anspruchsvollen Substrate
erwiesen sich allerdings als schlechte Substrate für die Polymerasen in der PCR.

Triphosphate mit Alkinen wurden deutlich besser von den Polymerasen
akzeptiert. So wurden mit 5-(1,7-Oktadiinyl)-2’-desoxyuridin- oder 5-(1,7-
Oktadiinyl)-2’-desoxycytidintriphosphat PCR-Produkte mit bis zu 2000 Basen-
paare Länge mit fast 900 Alkinen hergestellt. Die Alkin-Basen führten zu einer
deutlichen Stabilisierung der DNA. Funktionalisierung der PCR-Produkte mit
einem Galaktoseazid und anschließender enzymatischer Abbau zu den Mono-
meren zeigte für das Alkincytidin quantitativen Umsatz. Bei PCR-Produkten
mit Alkinuridinen reagierten mindestens 95 % der Alkine. Die Aldehyd-DNA
konnte durch Silberfärbung auf Polyacrylamidgelen oder Membranen selektiv
und sehr empfindlich nachgewiesen werden.

In einer Kooperation mit Prof. Eichen (Technion, Haifa) und Prof. Simon an
der RWTH Aachen wurden die aldehydmodifizierten PCR-Produkte mit Silber
oder Gold beschichtet. Mit AFM oder STM wurde die Selektivität und die Qua-
lität der Metallabscheidung untersucht.

xii
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alkyne DNA aldehyde DNA

The introduction of new functional groups into DNA without disturbing the
natural base pairing and the enzymatic processability is an important technique
to broaden the usability of DNA for many applications. The aim of this thesis
was the functionalization of DNA with aldehyde groups for the selective depo-
sition of silver. This was reached not only by introducing these groups directly
attached to nucleobases, but also by using the copper(I) catalyzed cycloadditi-
on of alkynes and azides („Click“-chemistry). This reaction was discovered only
very recently and combines high conversion rates, high yields, high tolerance
of functional groups together with easy procedures.

In order to verify the compatibility of the reaction with DNA, modified thy-
midines with alkynes on alkyl chains of different lengths were synthesized and
incorporated into short oligomers using solid phase synthesis. The use of the
copper(I) stabilizing ligand trisbenzyltriazoleamine (TBTA) was needed to re-
duce the DNA damage caused by copper generated radicals. As a copper sour-
ce CuBr gave best results. Using these conditions the quantitative conversion
of six consecutive alkynes with different azides was accomplished. The azides
used to modify DNA are wide-ranging, from fluorescent dyes like fluorescein to
metal-reducing groups like sugars. A certain distance between the alkyne and
the base was essential to obtain high conversion in these single strands. Even
DNA strands with up to 2000 base pairs in length comprising only two alkyne
functionalities were fluorescently labeled. Product analysis showed no damage
of the DNA.
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Summary

In a cooperation with the group of Prof. Reinhoudt (University of Twente) al-
kyne DNA was successfully used in microcontact printing (μCP) on azide modi-
fied glass slides. In order to retain the structure of the DNA after immobilization
new alkyne building blocks for introduction of terminal alkynes were synthe-
sized. These strands were printed and hybridized with a fluorescent counter
strand.

To obtain long DNA with a high density of modifications, nucleobase triphos-
phates containing aldehydes and alkynes were prepared. Substitution of a natu-
ral triphosphate with the modified one in PCR reactions allowed the production
of long DNA strands. The release of the protected aldehyde functions turned
out to be difficult in the case of acetals, since the used acids introduced DNA
damage. Only a triphosphate comprising an acetyl-protected galactose showed
selective metallization. Because of steric reasons it was not accepted very well
by the DNA Polymerases in the PCR. The alkyne triphosphates were much
better substrates. With 5-(1,7-octadiynyl)-2’-deoxyuridine-5’-triphosphate or 5-
(1,7-octadiynyl)-2’-deoxycytidine-5’-triphosphate PCR products with a length
of up to 2000 base pairs containing almost 900 alkynes were obtained. The in-
troduction of alkyne bases lead to a significant stabilization of DNA. Reaction
of PCR products using „Click“-chemistry with a galactoseazide yielded quan-
titative conversion of the cytidine. In case of the thymidines over 95 % of all
alkynes reacted. Using silver staining the aldehyde modified DNA could be de-
tected with high selectivity and sensitivity on gels or membranes.

In a cooperation with Prof. Eichen (Technion, Haifa) and Prof. Simon (RWTH
Aachen) aldehyde modified PCR-products were coated with silver or gold. The
selectivity and the quality of the metal deposition was examined by AFM and
STM.
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1. Einleitung

Microarrays, Detektion

Antisense, In-vivo DetektionAptamere

Metallisierung,  Nanomaterialien

Edukt Produkt

Abbildung 1.1: Verschiedene Anwendungen von DNA von Diagnostik bis hin
zu Nanomaterialien (Bilder: D. Rożkiewicz, M. Fischler, Macmillan Publishers
Ltd: Nature, © 1998).

Desoxyribonukleinsäure (DNA), das Baumaterial des genetischen Codes,
kann nicht nur zur Speicherung der genetischen Information genutzt werden.
Ihre einzigartige Doppelstrangstruktur aus zwei Einzelsträngen, welche durch
die komplementäre Basenpaarung von Adenin und Thymin, bzw. Cytosin und
Guanin gebildet wird, ist die Grundlage für die Weitergabe der genetischen In-
formation bei der Zellteilung und der Amplifikation von DNA durch bioche-
mische Methoden. Die hohe Spezifität der Basenpaarung erlaubt aber auch die
Konstruktion selbstorganisierender Strukturen jenseits des Doppelstranges. Die
„eingebaute“ Biokompatibilität von DNA ermöglicht die Anwendung in biolo-
gischen Systemen. Abbildung 1.1 zeigt einige Anwendungen von DNA in ver-
schiedenen Bereichen. Allerdings ist das Repertoire an funktionellen Gruppen
in natürlicher DNA limitiert. Neben den negativ geladenen Phosphatgruppen
des Rückgrats besitzen die Basen vor allem Amino- und Ketogruppen, welche
zum Aufbau und zur Stabilisierung der Struktur benötigt werden. Eine Erwei-
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1. Einleitung

terung des funktionellen Spektrums von DNA unter Erhaltung ihrer besonde-
ren selbstpaarenden Eigenschaften wäre ein großer Fortschritt für viele Anwen-
dungen von DNA. Einige in der Abbildung 1.1 gezeigten Anwendungen kön-
nen von einer solchen Erweiterung der chemischen Diversität profitieren.

Aptamere sind spezielle DNA-Sequenzen, welche aufgrund ihrer Struktur
bestimmte Substanzen binden oder Übergangszustände stabilisieren, und da-
her zur Katalyse von Reaktionen und zur Detektion eingesetzt werden.[1] Durch
neue Funktionen kann das Spektrum der molekularen Erkennung und Kata-
lyse erweitert werden. Bei der Anwendung in Zellen können Modifikationen
die Zellgängigkeit von DNA und die Stabilität in der Zelle erhöhen, um zum
Beispiel bessere Antisense-Eigenschaften zu ermöglichen.[2] Bei der Detektion
von DNA spielt die selektive Markierung mit Farbstoffen oder anderen detek-
tierbaren Funktionen eine große Rolle. Neue Möglichkeiten der Funktionalisie-
rung können eine höhere Dichte und damit eine bessere Detektion ermöglichen.
Im Bereich der Nanomaterialien wird DNA bereits erfolgreich zum Aufbau
komplizierter Strukturen verwendet.[3] Eine Erweiterung um metallbindende
oder -reduzierende Gruppen könnte diese Strukturen leitfähig machen.[4] Die-
se Techniken stehen erst am Beginn ihrer Entwicklung und es gibt bisher noch
nicht viele Untersuchungen zur Herstellung und Verwendung von modifizier-
ter DNA. Allerdings ist das Potential solcher Methoden enorm, da sie vom Be-
reich der Nanomaterialien bis hin zur klinischen Diagnostik von Krankheiten
eine große Rolle spielen können.
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1.1. Festphasensynthese

Um Modifikationen in DNA einzuführen, müssen die verschiedenen Arten
der Herstellung von DNA berücksichtigt werden (s. Abb. 1.2). Kurze Oligomere
werden an der festen Phase synthetisiert. Daher müssen die verwendeten Mo-
difikationen mit den eingesetzten Reagenzien kompatibel sein. Im Gegensatz
dazu können sehr lange DNA-Stränge nur über den enzymatischen Einbau mit
Hilfe der Polymerase Kettenreaktion (PCR, polymerase chain reaction) hergestellt
werden. Beide Methoden sollen im Folgenden kurz vorgestellt werden.

1.1. Festphasensynthese
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Abbildung 1.3: Prinzip der Festphasensynthese von DNA mit DMT-
Phosphoramiditchemie.

Die Synthese an der festen Phase wird meistens mit Hilfe von DMT-
Phosphoramiditchemie (DMT: 4,4’-Dimethoxytrityl) durchgeführt (s. Abb. 1.3).
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1. Einleitung

Das Oligomer wird durch aufeinanderfolgende Kupplungen an der festen Pha-
se von 3’ in 5’-Richtung aufgebaut. Die zu kuppelnden Monomere werden
als 5’-DMT-3’-Phosphoramidite eingesetzt. Zu Beginn eines Kupplungszyklus
wird mit Hilfe von Säure die Dimethoxytritylgruppe abgespalten (Entschüt-
zen). Im nächsten Schritt werden die nun freien Hydroxylgruppen mit dem
Phosphoramidit der nächsten Base gekuppelt. (Kupplung). Dazu wird das Phos-
phoramidit mit einem Aktivator aktiviert. Nach der Kupplung werden nicht
umgesetzte freie 5’-OH-Gruppen im basischen Milieu durch Reaktion mit ei-
nem Anhydrid verestert, damit sie im nächsten Kupplungsschritt nicht reagie-
ren (Abbruchsequenzen verschließen). Um eine Hydrolyse der Phosphorbindung
während der weiteren Synthese zu verhindern wird der Phosphor mit einer Iod-
Lösung zum Phosphat aufoxidiert (Oxidation). Die Cyanoethoxy-Gruppe bleibt
dabei als Schutzgruppe des Phosphates erhalten. Danach kann der Zyklus mit
einer neuen Entschützung des gerade gekuppelten Bausteins wieder beginnen.

In der Synthese werden für die reaktiven Gruppen der Basen säure- und oxi-
dationsstabile Schutzgruppen eingesetzt. So sind die Aminogruppen der Nu-
kleobasen mit basenlabilen Schutzgruppen, mit Acetyl oder Benzoyl-Gruppen
geschützt. Durch Behandlung mit Base wird nach der Synthese das fertige Oli-
gomer vom festen Träger abgespalten, die Basen entschützt und die Phosphate
freigesetzt.

Die Bedingungen des Synthesezyklus zeigen die Anforderungen der Festpha-
sensynthese an eine Modifikation. Sie wird im Laufe des Synthesezyklus und
der Abspaltung sowohl stark sauren als auch basischen Bedingungen ausge-
setzt. Allerdings lassen sich bestimmte Schritte durch spezielle Protokolle, z. B.
bei der Abspaltung vom Träger oder bei der Entschützung, durch mildere Vari-
anten ersetzen. Bei der Synthese sollte es außerdem zu keinerlei Zersetzung der
Modifikation kommen, da sich Nebenprodukte bei langen Oligomeren kaum
noch abtrennen lassen.

Mit Festphasensynthese lassen sich auch sehr große Mengen an DNA (bis zu
mehreren Millimol) zuverlässig herstellen. Die Festphasensynthese ermöglicht
die Einführung einer großen Anzahl an Modifikationen in einer Synthese. Im
Extremfall könnte mit jeder Kupplung eine anders modifizierte Base eingebaut
werden. Die Ausbeute im Kupplungsschritt begrenzt aber die maximale Länge
der Oligomere auf ca. 50 Basen. Dies ist allerdings für Anwendungen, wie Anti-
sense oder Microarrays ausreichend. Deutlich längere DNA lässt sich nur über
die Polymerase Kettenreaktion (PCR) herstellen.
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1.2. Polymerase Kettenreaktion (PCR)

1.2. Polymerase Kettenreaktion (PCR)
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Abbildung 1.4: Das Prinzip der Polymerase Kettenreaktion (PCR).

Die von Kary B. Mullis in den achtziger Jahren entwickelte Polymerase Ketten-
reaktion (polymerase chain reaction PCR) revolutionierte die Biochemie.[5–7] Mul-
lis übertrug das Prinzip der natürlichen Vervielfältigung von DNA in vivo auf
die Vervielfältigung von beliebigen DNA-Sequenzen in vitro (s. Abb. 1.4). Für
die PCR werden die abzulesende Sequenz (Templat), die Triphosphate der vier
Basen, die Polymerase und die Primer, welche zum Anfang und Ende der ab-
zulesenden Sequenz komplementär sind, zusammengegeben. Dabei kann das
Templat deutlich länger als das PCR-Produkt sein, z. B. ein komplettes Genom.
Im ersten Schritt wird das Templat durch Erhitzen auf Temperaturen von über
90 ◦C in die Einzelstränge aufgetrennt (Denaturieren). Im nächsten Schritt wer-
den bei niedrigerer Temperatur (ca. 50-60 ◦C) die Primer mit den entsprechen-
den Sequenzen am Templat hybridisiert (Primerhybridisierung). Dies wird da-
durch begünstigt, dass die Primer in großem Überschuss eingesetzt werden. Im
nächsten Schritt verlängert die Polymerase die Primer-Templat-Hybriden zu
vollständigen Doppelsträngen (Verlängerung). Die gebildeten PCR-Produkte
dienen nach erneuter Denaturierung als zusätzliches Templat im nächsten Zy-
klus. Dadurch wird unter idealen Bedingungen mit jedem Zyklus die Menge
an DNA verdoppelt. In der ersten Zeit war die PCR noch ein mühseliger Pro-
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1. Einleitung

zess, da die eingesetzten Polymerasen unter den hohen Temperaturen, die für
die Denaturierung der DNA benötigt werden, nicht stabil waren, und daher bei
jedem Zyklus erneut zugegeben werden mussten. Das änderte sich durch die
Verwendung der Polymerase aus Thermus aquaticus, einem thermophilen Bak-
terium aus Geysiren.[8]

Zur Einführung einer Modifikation über PCR muss das Monomer als Tri-
phosphat synthetisiert werden. Außerdem sind bei Austausch der natürli-
chen Triphosphate nur maximal vier unterschiedliche funktionelle Gruppen pro
DNA möglich. Die hohen Temperaturen bei der Denaturierung schränken für
diese Methode die möglichen funktionellen Gruppen ein. Bis für ein bestimmtes
Templat ein PCR-Produkt hergestellt werden kann, ist oft die Optimierung der
PCR-Bedingungen (Temperaturen, Länge der Schritte, etc.) nötig. Dabei kann
eine Polymerase ein Substrat auch überhaupt nicht akzeptieren, was dann ent-
weder die Synthese eines anderen Monomers oder das Suchen nach einem ge-
eigneten Enzym erfordert. Bisher ist leider noch keine Vorhersage möglich, ob
und unter welchen PCR-Bedingungen ein Produkt erhalten werden kann.

1.3. Postsynthetische Modifikation

modifizierte
DNA

direkter Einbau postsynthetische Modifikation

Abbildung 1.5: Verschiedene Wege zum Aufbau modifizierter DNA durch di-
rekten Einbau einer modifizierten Base (links) oder durch Einbau einer Grup-
pe, welche nach der Synthese eine selektive Reaktion zulässt (rechts).
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1.3. Postsynthetische Modifikation

Unabhängig von der Art der Herstellung gibt es zwei Wege auf denen Funk-
tionen in die DNA gebracht werden können (s. Abb. 1.5). Der direkte Weg ist
der Einbau eines Nukleosids, welches die Funktionalität bereits trägt. Dieser
Weg erfordert immer die Synthese des gesamten Bausteins. Eine schnelle Än-
derung, zum Beispiel der Flexibilität oder der Länge des „Linkers“ zwischen
Base und funktionellen Gruppen sind nicht einfach möglich und die Unter-
suchung vieler verschiedener Funktionen ist sehr aufwändig. Der zweite Weg
ist die Verwendung eines Monomers, welches selektive postsynthetische Mo-
difikation in einem zweiten Schritt zulässt. Dies erfordert die Optimierung des
Einbaus dieser Modifikationen. Außerdem können auch Funktionen eingeführt
werden, welche die Bedingungen der DNA-Synthese, sei es an fester Phase oder
enzymatisch, nicht überstehen würden. Allerdings muss die Reaktion, welche
zur Markierung verwendet wird, mehrere Bedingungen erfüllen. Sie muss se-
lektiv und quantitativ sein und sollte viele funktionelle Gruppen tolerieren. Die
entstehenden Produkte sollten leicht aufzureinigen sein. Dies schränkt die Men-
ge an möglichen Transformationen stark ein.
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2. Aufgabenstellung
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Abbildung 2.1: Funktionalisierung von Alkin-DNA mit Hilfe der 1,3-dipolaren
Cycloaddition mit Aldehyden zur Abscheidung von Metallen.

Ziel der Arbeit war die Funktionalisierung von DNA mit Aldehyden zur Ab-
scheidung von Silber mit Hilfe der Tollens-Reaktion. Diese funktionalisierte
DNA sollte zur selektiven Detektion und zum Aufbau von leitfähigen Struk-
turen verwendet werden. Die Einführung der Aldehydfunktionen in DNA ist
auf zwei unterschiedlichen Wegen möglich. Da Aldehydfunktionen als reakti-
ve Gruppen während der DNA-Synthese geschützt werden müssen, sollte ei-
ne neue Möglichkeit zur postsynthetischen Modifikation von DNA untersucht
werden. Im Gegensatz zur etablierten Reaktion von Aktivestern, wurde die erst
vor wenigen Jahren entdeckte kupferkatalysierte Cycloaddition zwischen Azi-
den und Alkinen („Click“-Reaktion) noch nicht an DNA mit mehreren Alkinen
verwendet. Ihre Möglichkeiten zur Funktionalisierung von DNA und damit die
Synthese von alkinmodifizierten Monomeren sollte ein Schwerpunkt der Arbeit
sein. Als Zweites sollte aldehydmodifizierte DNA durch direkten Einbau von
geschützten Aldehyden in DNA hergestellt werden.
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Für beide Wege, postsynthetische Modifikation und direkter Einbau, sollte
der Einbau über Festphasensynthese und der enzymatische Einbau untersucht
werden. Kurze Oligomere erlauben eine genaue Untersuchung, welche Einflüs-
se oder Reaktionen von der Modifikation ausgehen. Dagegen ermöglicht der
enzymatische Einbau durch Verwendung von modifizierten Triphosphaten die
Herstellung von sehr langer DNA mit hoher Dichte an Aldehyden oder Alki-
nen. Dazu sollte in der Arbeit die Akzeptanz der Aldehyd- oder Alkintriphos-
phate durch unterschiedliche Polymerasen untersucht werden.

Für diese mit Aldehyden modifizierte DNA sollten dann Protokolle zur De-
tektion einer selektiven Abscheidung von Silber entwickelt werden. Dadurch
sollte sich die DNA selektiv auf Gelen oder Membranen empfindlich nachwei-
sen lassen. Außerdem sollten im Rahmen einer Kooperation mit Prof. Simon
(RWTH Aachen) die durch PCR erhaltene sehr lange DNA mit AFM oder STM
auf Metallisierung und Leitfähigkeit hin untersucht werden.

Die Entwicklung der Monomere und ihre Verwendung im Laufe der Unter-
suchungen wird in den nächsten Kapiteln dargestellt. Als erstes soll kurz auf
die Positionierung von Modifikationen an den DNA-Basen und ihr Einfluss auf
die Stabilität des Doppelstranges eingegangen werden. Im vierten Kapitel wird
die Entwicklung der 1,3-dipolaren Cycloaddition und ihre Anwendung an kur-
zen und langen DNA-Strängen vorgestellt. Das fünfte Kapitel der Arbeit behan-
delt die Untersuchungen zum enzymatischen Einbau modifizierter Triphospha-
te über die PCR. In den beiden darauf folgenden Kapiteln wird der Einbau von
Aldehydmonomeren und die postsynthetische Funktionalisierung mit Aldehy-
den zur Detektion von DNA und zur Metallisierung von DNA untersucht.
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3. Modifikationen an DNA
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Abbildung 3.1: Basenpaarung in DNA (links); Die Struktur der B-DNA
(rechts). Die Pfeile geben die Positionen zur Einführung von Modifikationen
an DNA-Basen an (Die Nummerierung der Purine weicht von der IUPAC-
Nummerierung ab).

Die wichtigste Struktur von doppelsträngiger DNA ist die B-Form (s. Abb.
3.1). In dieser Form liegt die DNA als rechtsgängige Doppelhelix mit einer Dre-
hung von 10.4 Basen pro Windung und einem Abstand von 3.4 Å vor. Dabei
bilden sich entlang der Doppelhelix zwei unterschiedliche Furchen aus. Durch
die Verdrillung des Doppelstranges folgen sie der Drehung der DNA. Die Fur-
chen stellen eine weitere Möglichkeit zur Sequenzerkennung dar, da die Ba-
senpaare auch dort unterschiedliche Muster von Wasserstoffbrückendonoren,
bzw. -akzeptoren aufweisen. Dies wird in der kleinen Furche (minor groove) zur
Adressierung durch Polyamide genutzt.[9]

Eine günstige Position zur Einführung von Modifikationen an DNA mit ge-
ringer Störung der Doppelhelix ist die Platzierung in der großen Furche. Ab-
bildung 3.1 zeigt die am häufigsten genutzten Positionen an den Basen. Ver-
änderungen, wie zum Beispiel Amide von Cytosin und Adenosin, welche das
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Wasserstoffbrückenmuster beeinflussen, sind möglich, können sich aber nega-
tiv auf die Stabilität der DNA auswirken, wenn keine zusätzlichen stabilisieren-
den Bindungen ausgebildet werden.[10]

n Tm [°C] (dA:T)10

0 47.4  58.6
2 34.9  54.4
3 33.8  52.0
4 32.1  44.0
5 <5  18.3 

(a) (b)

5-(1-Propinyl)-2'-desoxyuridin 7-Desaza-2'-desoxyadenosin

5-(1-Propinyl)-2'-desoxycytidin 7-Desaza-2'-desoxyguanosin
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Abbildung 3.2: Links: Schmelzpunkte von modifizierten (dA:T)10-Oligo-
nukleotiden mit unterschiedlich langen Alkylketten (gemessen in 0.1 M NaCl,
20 mM Natrium-Phosphat-Puffer (pH 7.2), 2 mM MgCl2)[11] Rechts: Basenpaa-
rung von 5-Propinyl-Pyrimidinen und 7-Desazapurinen.

Bei den Pyrimidin-Nukleosiden Thymidin1 und 2’-Desoxycytidin wird die
Modifikation häufig an der 5-Position eingeführt. Die Tabelle in Abbildung
3.2a zeigt den Einfluss von Alkylketten auf die Stabilität eines (dA:T)10-
Doppelstranges. Mit zunehmender Länge nahm der Schmelzpunkt von 47.4 ◦C
im unmodifizierten Strang fast linear ab. Erst ab einer Länge von 6 Kohlen-
stoffatomen war kein Schmelzpunkt mehr messbar.[11] Dieser Trend ist beim
2’-Desoxycytidin schwächer ausgeprägt, 5-Methyl-2’-desoxycytidin ist sogar
leicht stabilisierend. Es wird vermutet, dass die Verdrängung von Wasser und
Ionen aus der großen Furche die DNA destabilisiert. Dieser Effekt kann ab-
geschwächt werden, wenn anstatt eines Alkyl-Substituenten ein 1-Alkin- oder
1-Alken-Substituent das π-System der Base erweitert (s. Abb. 3.2a).[12] Der
Austausch der Methylgruppe durch einen 1-Propin-Substituenten in einem
(dA:T)10-Doppelstrang erhöht den Schmelzpunkt um 11 ◦C.[11, 13] Eine zuneh-
mende Destabilisierung des Strangs bei langen Alkylketten am Alkin tritt
ebenso auf, aber erst bei längeren Alkylketten. Da diese Modifikation auch

1In der Arbeit werden modifizierte 2’-Desoxyuridine wegen besserer Verständlichkeit als mo-
difizierte Thymidine bezeichnet. Bei Benennung der Verbindungen wird 2’-Desoxyuridin
als Stammname verwendet (Thymidin = 5-Methyl-2’-Desoxyuridin).
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3. Modifikationen an DNA

DNA:RNA-Duplexe stabilisiert, wurde besonders der Propin-Substituent in-
tensiv im Hinblick auf mögliche Antisense-Eigenschaften untersucht.[10, 14–17]

Zwar weisen diese Oligonukleotide in vivo eine höhere Exonuklease-Stabilität
als normale DNA auf, inzwischen haben sich aber Modifikationen des DNA-
Rückgrats wie Phosphorthioester oder locked nucleic acids (LNA) durchge-
setzt.[2, 10]

Die 8-Position bei Purinen ist zwar synthetisch einfach zugänglich, aber große
Reste in dieser Position können die DNA destabilisieren.[18] Aus diesem Grund
werden zur Modifikation statt der Purin-Basen, 7-Desazapurine als Grundge-
rüst verwendet (s. Abb. 3.2b). Solche 7-Desazaderivate sind schon lange als An-
tibiotika bekannt.[19, 20] Sie kommen in der Natur zum Beispiel in t-RNA vor,
wo sie zur Stabilisierung beitragen. Die Substitution des Stickstoffes an der 7-
Position durch Kohlenstoff erfordert die Totalsynthese des Heterozyklus mit
anschließender Glykosidierung. Wegen der Bedeutung als Antibiotika[19] wur-
den schon in den sechziger Jahren Synthesemethoden entwickelt.[21–24] Auch
ihr Einfluss auf die Struktur von DNA wurde eingehend untersucht.[25–29] Be-
sonders die Gruppe um Seela hat intensive Untersuchungen zu Eigenschaf-
ten[30, 31] und Synthese[20, 32] dieser Verbindungen durchgeführt. Der Einbau
von 7-Desaza-Basen von A oder G destabilisiert den Duplex im Vergleich zu
unmodifizierter DNA.[25, 33] Analog zu den Pyrimidinen verursacht die Ein-
führung eines Alkin-Substituenten eine starke Erhöhung der Schmelztempe-
ratur.[24, 29, 33, 34]

Neben Alkylketten wurden schon viele andere Funktionalitäten in die DNA
eingeführt und ihr Einfluss untersucht. So lässt sich durch die Einführung von
positiv geladenen Gruppen die DNA noch weiter stabilisieren.[35] Eine wichtige
Rolle spielt die Einführung von Amino-Gruppen, da sie eine weitergehende
Funktionalisierung der DNA durch Aktivesterkupplungen ermöglichen.
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA
(„Click“-Chemie)

4.1. Einleitung

Im Jahre 2001 prägte Sharpless in einem wegweisenden Artikel den Begriff
„Click“-Chemie als neue Klasse von Reaktionen.[36] Demnach sind solche Re-
aktionen als „Click“-Reaktionen zu bezeichnen, welche folgende Voraussetzun-
gen erfüllen:

1. Modularer Aufbau
2. Hohe Toleranz anderer chemischer Funktionen
3. Hohe Ausbeute
4. Ungefährliche Nebenprodukte
5. Stereospezifität
6. Einfache Reaktionsbedingungen
7. Einfach zugängliche Edukte
8. Kein oder einfach entfernbares Lösungsmittel
9. Einfache Isolation der Produkte

Schon die ersten drei Bedingungen schränken die Zahl möglicher Reaktionen
stark ein. Reaktionen unter kinetischer Kontrolle oder mit einer negativen Re-
aktionsenthalpie größer als 20 kcal/mol, können einen Teil der Bedingungen
erfüllen. Solche Reaktionen verlaufen oft sehr schnell und dabei auch sehr se-
lektiv. Zum Beispiel können folgende Reaktionen als „Click“-Reaktion bezeich-
net werden:

• Cycloadditionen, vor allem 1,3-dipolare Cycloadditionen, aber auch
Diels-Alder-Reaktionen.

• SN-Reaktionen, vor allem Öffnung von gespannten Ringsystemen wie
Epoxiden, Aziridinen.

• „Nicht-Aldol“-Carbonyl-Chemie, wie Bildung von Hydrazonen,
Harnstoffen, etc.

• Addition an Kohlenstoffmehrfachbindungen wie Epoxidierungen,
Bishydroxylierungen.
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Bei der ursprünglichen Entwicklung der „Click“-Chemie standen einfache
Syntheserouten zu pharmakologisch interessanten Verbindungen im Vorder-
grund. Diese Reaktionen sollten dazu genutzt werden schnell und effizient ei-
ne hohe Anzahl von Variationen einer Leitstruktur herzustellen. Dies änderte
sich durch die Entdeckung der Kupferkatalyse der 1,3-dipolaren Cycloaddition
zwischen Alkinen und Aziden. Seither wird der Begriff „Click“-Chemie immer
mehr nur mit dieser Reaktion in Verbindung gebracht.

4.2. 1,3-Dipolare Cycloadditionen

a c
b

a c
b

N N N R N N N RN N N R

R1 N3

R2

+
N

N
N R1

R2

N
N

N R1

R2

+

1,5- 1,4-Addukt

(a) (b)

(c)

Abbildung 4.1: (a) Allgemeines Prinzip der 1,3-dipolaren Cycloaddition. (b)
thermische Reaktion zwischen Aziden und Alkinen. (c) mesomere Grenzstruk-
turen für Azide.

Als 1,3-dipolare Cycloadditionen bezeichnet man die Addition eines 1,3-
Dipols an eine Mehrfachbindung unter Bildung eines Fünfrings.[37–39] Solche
Reaktionen wurden schon Ende des 19. Jahrhunderts beschrieben und stellen
seither eine wichtige Methode zum Aufbau heteroatomhaltiger Fünfringe dar.
1,3-Dipole sind Verbindungen vom Typ a-b-c, in denen Atom a formal nur ein
Elektronensextett und Atom c ein freies Elektronenpaar besitzt. Wenn das mitt-
lere Atom freie Elektronenpaare aufweist, wie z.B. Stickstoff, Sauerstoff oder
Schwefel, kann es den Elektronenmangel an Atom a durch Mesomerie stabili-
sieren. Es wird zwischen zwei verschiedene Typen von 1,3-Dipolen, dem Allyl-
Anion-Typ und dem Propargyl/Allenyl-Typ, unterschieden. Der erstere ist ana-
log zum Allyl-Anion gewinkelt und besitzt vier Elektronen in den drei paralle-
len pz-Orbitalen senkrecht zur Dipolebene. Der Propargyl/Allenyl-Typ ist line-
ar und besitzt ein zusätzliches π-System in der Ebene des Dipols, welches des-
wegen nicht an Reaktionen des Dipols beteiligt ist. Das mittlere Atom muss bei
diesem Typ von Dipol ein Stickstoffatom sein. 1,3-Dipole reagieren mit Doppel-
oder Dreifachbindungen gemäß den Woodward-Hoffmann-Regeln thermisch
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4.2. 1,3-Dipolare Cycloadditionen

erlaubt unter Beteiligung von 6 π-Elektronen nach [π4s + π2s] (s. Abb. 4.1a).
Die Reaktion wird durch die Grenzorbitale der Reaktionspartner kontrolliert.
Da bei Reaktionen mit Alkenen zwei Stereozentren aufgebaut werden, wurde
diese Reaktion ähnlich wie die Diels-Alder-Reaktion in der Naturstoffsynthese
angewandt.[38] Allerdings gibt es zwischen den verschiedenen Dipolen große
Unterschiede. So reagieren stark polarisierte Dipole, wie z.B. Nitrone, mit ho-
her Regioselektivität. Azide hingegen reagieren zwar ebenfalls regioselektiv mit
elektronenreichen oder elektronenarmen Alkenen, aber die Reaktion ist lang-
sam und benötigt erhöhte Temperaturen. Die auftretenden Nebenreaktionen,
wie die Abspaltung von Stickstoff, können durch die Mesomeriestrukturen des
Azids erklärt werden (s. Abb. 4.1c).[40] Die Reaktion mit Alkinen verläuft oft
langsam und wegen der ähnlichen Orbitalkoeffizienten nicht regioselektiv (s.
Abb. 4.1b). Bei normaler Reaktion entstehen immer Gemische des 1,4- und 1,5-
Addukts. Durch Absenkung des LUMOs des Alkins durch elektronenziehende
Substituenten lässt sich die Regioselektivität verbessern und die Reaktion be-
schleunigen.[41] Gerade wegen der hohen Toleranz von Aziden und Alkinen
gegenüber vielen funktionellen Gruppen wurde lange versucht die Regioselek-
tivität der Reaktion zum Beispiel durch Präorganisation der Reaktionspartner
durch Wasserstoffbrücken[42] zu steuern. Rebek erreichte hohe Selektivität durch
Einschluss der Reaktanden in eine molekulare Kapsel.[43]

In letzter Zeit wurden zwei Ansätze zur Steuerung der Selektivität zum 1,5-
Addukt verwendet (s. Abb. 4.2). So reagieren metallorganische Alkinverbin-
dungen wie Grignards oder Lithiumorganyle selektiv zum 1,5-Produkt.[44] Mit
dieser Methode lassen sich durch Zugabe eines Elektrophils auch trisubstitu-
ierte Triazole herstellen. Der zweite Weg ist die Reaktion eines silylgeschützten,
elektronenarmen Alkins. Wegen der Polarisierung durch die Silylschutzgrup-
pe entsteht ausschließlich das 1,5-Addukt.[45, 46] Diese Reaktionen erfüllen zwar
nicht die Kriterien von „Click“-Reaktionen, wurden aber in letzter Zeit zur Syn-
these von Phosphinliganden eingesetzt.[47, 48]

R1 N N N

R2 MgBr
THF

N
N

N
R1

R2

1,5-Addukt

R1 N N N

R2 Si

N
N

N
R1

R2 Si

Toluol
reflux

R2 = COOR

+ +

Abbildung 4.2: 1,3-dipolare Cycloaddition selektiv zum 1,5-Addukt durch me-
tallorganische Alkinverbindungen (links)[44] oder elektronenarme silylierte Al-
kine (rechts).[45, 46]
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

4.2.1. „Click“-Cycloaddition

R1 N3

R2

+
Cu+N

N
N R1

R2

N
N

N R1

R2

N
N

N R1

R2

+

1,5- 1,4-Addukt 1,4-Addukt

Abbildung 4.3: 1,3-dipolare Cycloaddition zwischen Aziden und Alkinen ther-
misch und unter Katalyse von Kupfer(I)-Ionen.

Trotz der Regioselektivitätsprobleme erfüllt die Cycloaddition zwischen Azi-
den und Alkinen einige der Kriterien für „Click“-Reaktionen. Beide Edukte sind
bereits energiereich. Die Reaktionsbedingungen sind orthogonal zu den mei-
sten funktionalen Gruppen und die Reaktion lässt sich fast in allen Lösungs-
mitteln, wie z.B. auch Wasser, durchführen.

Die Bedeutung der Cycloaddition zwischen Aziden und Alkinen änderte sich
drastisch als die Gruppen um Meldal[49] und Sharpless[50] entdeckten, dass kata-
lytische Mengen an Cu(I)-Ionen die Reaktion nicht nur um den Faktor 105 be-
schleunigten, sondern auch als Produkt nur noch das 1,4-Addukt nachweisbar
war (s. Abb. 4.3).
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Abbildung 4.4: Anzahl der Publikationen zur „Click“-Chemie in den letzten
Jahren (Scifinder 9.11.2006).

Die Abbildung 4.4 zeigt, dass nach der Einführung des Konzepts der „Click“-
Chemie im Jahre 2001 und der Entdeckung der Kupferkatalyse ein Jahr später
die Anzahl der Veröffentlichungen exponentiell angestiegen ist. Ein Großteil
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4.2. 1,3-Dipolare Cycloadditionen

der Publikationen behandelt die Anwendung dieser Cycloaddition in den ver-
schiedensten Gebieten der Chemie und Biochemie. Ein ausführlicher Überblick
würde über den Rahmen dieser Einleitung hinausgehen. Für eine weitergehen-
de Übersicht in Mechanismus,[51] Synthese,[52] Inhibitoren,[53] Markierung,[54]

oder Polymere und Materialien[55] sei auf die zitierten Übersichtsartikel ver-
wiesen. Im Folgenden soll auf den Mechanismus und wichtige Varianten und
Anwendungen der Reaktion eingegangen werden.

4.2.2. Mechanismus

N3 N3

OH OH

N N3

OH OH
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NPh

N N

OH OH

N
NPh N

N
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+ +
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OH OH

N3

OH OH

N
NN

Ph

OH OH

N
NN

Ph
NN

N
Ph
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5% CuSO4
Ascorbat

N3

Statistisches Produktverhältnis

Abbildung 4.5: Untersuchungen mit Diaziden und Dialkinen.[56]

Über den Mechanismus der kupferkatalysierten „Click“-Cycloaddition gibt
es bisher nur wenige Untersuchungen.[50, 56, 57] Ein kürzlich erschienener Über-
sichtsartikel fasst die aktuellen Theorien zusammen.[51] Unter katalytischen Be-
dingungen verläuft die Reaktion als Reaktion zweiter Ordnung in Bezug auf
die Kupferionen.[56] Hohe Konzentrationen an Azid oder Kupfer führen zur In-
hibition. Interessante Einblicke in den Mechanismus ergaben Untersuchungen
mit präorganisierten Dialkinen und Diaziden (s. Abb. 4.5). Die Reaktion mit
dem 1,3-Diazid ergab selbst bei hohem Überschuss an Azid immer das Ditria-
zol als Hauptprodukt. Das analoge 1,3-Dialkin hingegen führte immer zu den
statistisch erwarteten Produktmischungen. Zusammen mit theoretischen Rech-
nungen[57] wurde der folgende Mechanismus postuliert (s. Abb. 4.6)

Zuerst bildet sich ein Kupferacetylid-Komplex.[58] Die Komplexierung des
Alkins durch das Metall-Ion kann den pKa-Wert des Alkins so weit senken,
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Abbildung 4.6: Vorgeschlagener Mechanismus der kupferkatalysierten 1,3-
dipolaren Cycloaddition.[51, 57]

dass es durch eine Base oder schon in wässriger Lösung deprotoniert wird.[51]

Obwohl die Struktur des aktiven Komplexes nicht bekannt ist, wird angenom-
men, dass er zwischen einem und zwei Alkin-Liganden und mehrere labile Li-
ganden enthält.[56] Im nächsten Schritt lagert sich das Azid in der gezeigten
Orientierung an den Komplex an. Als nächste Zwischenstufe wird die Aus-
bildung eines Kupfer-Metallozyklus durch nukleophilen Angriff des zweiten
Kohlenstoffs der Dreifachbindung auf das Azid postuliert. Für einen Komplex
mit einem Kupferatom wurde berechnet, dass die Ausbildung eines solchen Zy-
klus die Aktivierungsenthalpie im Vergleich mit der thermischen Reaktion um
11 kcal/mol absenkt.[57] Diese Absenkung könnte die enorme Beschleunigung
durch Kupfer(I)-Ionen erklären. Im letzten Schritt wird das Triazol unter Ring-
kontraktion abgespalten. Die Reaktion ist daher keine grenzorbitalkontrollierte
Cycloaddition, auch wenn das gleiche Produkt gebildet wird.

Der Mechanismus erklärt nicht nur die beobachtete Inaktivität von internen
Alkinen, welche keine Acetylidspezies ausbilden können, sondern auch die 1,4-
Regioselektivität der Reaktion. Trotzdem bleiben noch einige Fragen offen. So
werden inzwischen oft Kupfer(I)-Ionen stabilisierende Liganden verwendet. Ihr
Einfluss ist noch ungeklärt. Auch ist die Struktur des aktiven Komplexes, zum
Beispiel in Bezug auf die Menge an Kupferatomen, noch unklar. So zeigen viele
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4.2. 1,3-Dipolare Cycloadditionen

der kommerziell erhältlichen Kupferacetylide keine Reaktion mit Aziden. Bis-
her konnte nur ein aktiver Komplex nachgewiesen werden.[56]

4.2.3. Kupferquellen und Additive

Interessanterweise lässt sich die Reaktion mit verschiedenen Kupfer(I)-Quellen
durchführen. In den ersten Versuchen wurde CuSO4 in situ mit Ascorbat redu-
ziert.[50, 56, 59–65] Als Alternative wurde in biologischer Umgebung TCEP (Tri-
carboxyethylphosphin) verwendet.[66–70] Eine elegante Variante ist die Aus-
nutzung der Konproportionierung von elementarem Kupfer und Kupfer(II)-
Ionen. Die Zugabe von Kupferspänen reichte aus, um ausreichend Kupfer(I)-
Ionen für die Katalyse zur Verfügung zu stellen.[57, 71, 72] Da die Reaktion oh-
ne Reduktionsmittel langsamer verlief, konnte sie durch die Verwendung von
Kupfer-Nanopartikeln, durch Vergrößerung der Oberfläche des Kupfers, be-
schleunigt werden.[73, 74] Auch die Zugabe von Kupfer(I)-Salzen wie CuI, CuBr
oder [Cu(NCCH3)4][PF6] war möglich.[49, 75] Ohne Stabilisierung der Kupfer(I)-
Ionen kann es immer zu Nebenreaktionen wie Alkin-Alkin-Kupplungen kom-
men.[50]
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Abbildung 4.7: Verschiedene Liganden zur Stabilisierung von Cu(I).

Liganden, welche Kupfer(I)-Ionen stabilisieren, können Nebenreaktionen zu-
rückdrängen und den Bedarf an Katalysator um den Faktor 10 herabsetzen.[76]

Abbildung 4.7 zeigt verschiedene Arten von eingesetzten Liganden. Schon län-
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

ger ist bekannt, dass ein erhöhter Zusatz einer Stickstoffbase die Nebenpro-
dukte der Cycloaddition verringert.[51] Als erstes wurde der Tribenzyltriazol-
ligand (TBTA, 1) gefunden.[69, 76] Er ist einfach durch „Click“-Chemie herzu-
stellen und wurde schon in vielen Reaktionen, besonders bei Anwendungen
im biologischen Bereich, sehr erfolgreich eingesetzt.[69] Lewis et al. entdeckten
den Bipyridin-Liganden 2 bei einem Katalysatorscreen, bei dem die Reaktion
zwischen einem Fluorophor und einem Quencher beobachtet wurde.[77] Für ei-
ne stereoselektive Reaktion, z.B. zur kinetischen Racematspaltung, wurde der
chirale Ligand 3 synthetisiert. Leider waren die erreichten Selektivitäten zu
niedrig.[78] Als neue Klasse von Liganden wurde der Carben-Ligand 4 unter-
sucht.[79] Er zeigte selbst in reinem Wasser eine sehr hohe Aktivität. Als bisher
einziger Ligand katalysierte er auch die Addition von Aziden an interne Alkine,
wobei erhöhte Temperaturen nötig sind. Bisher gibt es noch keine Untersuchun-
gen zur Regioselektivität dieser Reaktion.

Neue Entwicklungen gibt es auch im Bereich der Bereitstellung der Kupfer(I)-
Ionen. Girard et al. konnten Amberlyst A-21, einen Dimethylamin-beladenen
Träger, erfolgreich mit Kupfer(I)-Ionen beladen und sogar mehrmals nachein-
ander in „Click“-Reaktionen einsetzen.[80]

4.2.4. Variationen

N3

+ N
N

N

Abbildung 4.8: Kupferfreie 1,3-dipolare Cycloaddition an gespannten Alkinen
am Beispiel von Cyclooctin mit Phenylazid.[81]

Gerade im biologischen Bereich ist der Einsatz von Kupferionen problema-
tisch, da die erforderlichen Kupferkonzentrationen zytotoxisch wirken.[82, 83]

Um solche Proben über eine Azid-Alkin-Cycloaddition mit Fluoreszenzfarb-
stoffen oder Biotin zu markieren, griff die Gruppe um Bertozzi auf die Akti-
vierung von Alkinen durch Ringspannung zurück.[84, 85] So hatten Wittig et al.
bereits 1961 die bei Raumtemperatur explosionsartig verlaufende Reaktion von
Cyclooctin und Phenylazid zum Triazol beobachtet (s. Abb. 4.8).[81] Die Reakti-
on verläuft zwar nicht regioselektiv und langsamer als die kupferkatalysierte,
kommt aber ohne das zytotoxische Kupfer aus.
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NaN3 (1.2 eq)
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Abbildung 4.9: Prolinkatalysierte Umwandlung von Arylioden in Azide mit
nachfolgender „Click“-Reaktion in situ.[86, 87]

Die hohe Geschwindigkeit und Selektivität der Cycloaddition begünstigt
auch den Einsatz in Mehrkomponentenreaktionen. So reagieren Benzylhaloge-
nide,[88, 89] aktivierte Zucker[90] oder Baylis-Hillman-Addukte[91, 92] mit Natri-
umazid und verschiedenen Alkinen in situ mit hohen Ausbeuten zu den ent-
sprechenden Triazolen. Ebenso lassen sich Alkyl-, Vinyl- und aromatische Ha-
logenide unter Prolinkatalyse in situ zu den entsprechenden Aziden umsetzen
und direkt „verclicken“ (s. Abb. 4.9).[86, 87] Auch in Kombination mit Wittig-
und Knoevenagelreaktionen[93] lässt sich die Reaktion in einem Reaktionsge-
fäß durchführen. Weitere Beispiele sind die Synthesen von 1,4,5-substituierten
Triazolen durch Kupplung der Vinyl-Kupfer-Zwischenstufe mit einem weiteren
Äquivalent des Alkins[94] oder mit Vinylpalladium.[95]

Mit dem zunehmenden Interesse an der kupferkatalysierten Reaktion gibt
es neue Untersuchungen mit dem Ziel auch das 1,5-Addukt katalysiert her-
zustellen. Es ist nur ein Fall bekannt, bei dem die Zyklisierung eines klei-
nen Rings unter Kupferkatalyse zum 1,5-Addukt geführt hat.[97] Zwar lassen
sich diese auch über die Cycloaddition mit Alkin-Grignards herstellen (siehe
Abschnitt 4.2), aber diese Reaktion erfüllt nicht die Kriterien einer „Click“-
Reaktion. Erst vor kurzem wurden Rutheniumkomplexe gefunden, welche ab-
hängig von den verwendeten Liganden selektiv die Reaktion zu dem 1,5-Isomer
mit einer relativen großen Bandbreite an funktionellen Gruppen katalysierten

N3 Ru
Cl

PPh3
PPh3

N
NN

Benzol, 80 °C, 2h
80 %

Abbildung 4.10: Spezielle Rutheniumkomplexe katalysieren selektiv die Bil-
dung des 1,5-Addukts.[96]
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

(s. Abb. 4.10).[96, 98, 99] Außerdem konnten mit diesen Komplexen auch regio-
selektive Cycloadditionen an internen Alkinen durchgeführt werden. Für die
Synthese von terminalen Triazolen entwickelten Yap et al. das „geschützte“ Azid
(β-Tosylethylazid), welches sich nach der Reaktion mild abspalten lässt.[98]

Die Abhängigkeit der kupferkatalysierten Cycloaddition von der Anwesen-
heit eines terminalen Alkins machten sich Arbeiten zur „Click-Click“-Chemie
zu Nutze (s. Abb. 4.11). So reagieren silylgeschützte Alkine unter den „Click“-
Bedingungen nicht. Sie lassen sich in einem zweiten Schritt durch Zugabe von
Silberionen in situ entschützen und mit Aziden umsetzen. Das ermöglichte die
sequentielle Anwendung zur Verknüpfung mehrerer Bausteine in einem Reak-
tionsgefäß mit hoher Ausbeute.[100, 101]

Dass die Möglichkeiten noch lange nicht ausgeschöpft sind, zeigt eine neue
Arbeit über die Verknüpfung von Polymeren. Golas et al. konnten mit neuen
Amin-Liganden auch Pt(II), Ni(II) oder Pd(II) als Katalysatoren für die Cyclo-
addition einsetzen.[102] Das vollständige Potential der Reaktion ist noch lange
nicht erschlossen.
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Abbildung 4.11: Sequentielle Reaktion durch in situ-Entschützung des Alkins
mit AgPF6 („Click-Click“-Reaktion).[100]
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4.3. Anwendungen
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Abbildung 4.12: Mit Hilfe der „Click“-Chemie gefundener Inhibitor für
Acetylcholinesterase (links);[103] Quantitative Fluoreszenzmarkierung an ei-
nem Tabak-Mosaik-Virus durch kupferkatalysierte 1,3-dipolare Cycloaddition
(rechts).[69]

Mit die erste Anwendung fand die „Click“-Reaktion in ihrer eigentlichen
Zielsetzung, der Vereinfachung der Optimierung von pharmakologisch bedeut-
samen Leitstrukturen. Lewis et al. nutzten die Selektivität der Cycloaddition, in-
dem sie Acetylcholinesterase mit Azid- und Alkinderivaten von bekannten In-
hibitoren inkubierten.[103, 104] Nur bei Annäherung von Azid und Alkin bei er-
folgreicher Bindung beider Inhibitoren kam es zur Cycloaddition. Das Enzym
selektierte von selbst den besten bifunktionellen Bindungspartner. Auf diese
Weise konnte ein neuer Inhibitor für Acetylcholinesterasen gefunden werden
(s. Abb. 4.12a). Später wurden auf ähnliche Weise Inhibitoren für Carbonic An-
hydrase II[105] und HIV-1 Protease[106] entdeckt.

In der pharmazeutischen Industrie wurden „Click“-Reaktionen erfolgreich
zum Aufbau von Bibliotheken, sowohl in Lösung, als auch an der festen Phase,
verwendet.[52, 59, 107, 108]

Weitere Untersuchungen beschäftigten sich mit der Verwendung der Reak-
tion zum Markieren von biologischen Systemen. Die Untersuchungen wurden
dadurch erleichtert, dass es seit einigen Jahren Systeme für den Einbau von
Aziden in Proteine und Oligosaccharide gab, um lebende Zellen mit Hilfe der
ebenfalls biokompatiblen Staudinger-Reaktion zu markieren.[109–111] Als ers-
tes biologisches Objekt wurde ein mit Aziden oder Alkinen markiertes Tabak-
Mosaik-Virus in hoher Ausbeute derivatisiert (s. Abb. 4.12b).[69, 70, 112, 113] In
Bakterien ließen sich durch Austausch der Aminosäure Methionin gegen eine
Azidaminosäure die neu synthetisierten Oberflächenproteine selektiv markie-
ren.[82–84, 114] Zum gezielten Einbau von solchen Aminosäuren in Proteine wur-

23



4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

den tRNA-Synthetasen der Bakterien dahingehend mutiert, dass sie die modi-
fizierten Aminosäuren entweder anstatt einer natürlichen oder an Stelle eines
Stopcodons einbauen. Die Gruppe um Schultz entwickelte eine Tyrosin-tRNA
für Azide oder Alkine,[72, 115] die Gruppe um Tirell eine Methionin-tRNA für
Azide.[85]

in vitroin vivo

CuSO4, TCEP
Ligand 1

Enzym Enzym
N3 Enzym

N3 N
NN

Abbildung 4.13: Activity-Based Protein Profiling mit Hilfe einer Azid-tragenden
Reaktivprobe.[67]

Die Selektivität der „Click“-Reaktion wird auch bei dem Activity-Based Prote-
in Profiling ausgenutzt (s. Abb. 4.13).[66–68, 116, 117] Dabei werden Zellen oder ein
Zellextrakt mit einer Alkin- oder Azid-markierten Reaktivprobe, welche mit der
aktiven Tasche der zu untersuchenden Proteinklasse eine kovalente Bindung
eingeht, inkubiert. Die so markierten Proteine können danach durch Reaktion
mit einem Fluoreszenzfarbstoff selektiv nachgewiesen und durch Trypsinabbau
identifiziert werden. Dadurch lassen sich in Zellen die aktiven Proteine für eine
Substanzklasse selektiv bestimmen. Durch Vergleich von gesunden und kran-
ken Zellen lassen sich Unterschiede in den Aktivitäten der verschiedenen Pro-
teine bestimmen. Ähnliche Systeme wurden auch für Zucker bindende Proteine
entwickelt.[118]

Wegen ihrer Geschwindigkeit und ihrer hohen Ausbeute bietet sich die
„Click“-Cycloaddition auch zur Modifikation von Oberflächen an. Die Grup-
pen um Collman und Chidsey funktionalisierten Oberflächen mit Ferrocenen,
um den Einfluss auf das Redoxpotential zu untersuchen.[120, 121] Auch andere

Stempel mit
Alkinen

Azid-Glas-
Oberfläche

Drucken

Abbildung 4.14: Das Prinzip von microcontact printing (μCP) mit Aziden und
Alkinen. Das Fluoreszenzbild zeigt ein Fluoreszein-markierter DNA gedruck-
tes Muster, Abbildung von D. I. Rożkiewicz).[119]
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Gruppen stellten die hohe Zuverlässigkeit der Reaktion auf Oberflächen unter
Beweis.[122–124] Eine neuere Variante ist die Anwendung im microcontact prin-
ting (μCP, s. Abb. 4.14).[119] Dabei wurden mit einem mit Alkinen beladenen
„Stempel“ verschiedene Muster auf eine mit Aziden funktionalisierte Oberflä-
che gedruckt. Wegen des hohen lokalen Drucks und der dadurch hohen Kon-
zentrationen ist dafür keine Kupferkatalyse nötig (siehe auch Abschnitt 4.9.1).

Die hohe Selektivität der Reaktion macht sie für eine Anwendung in der
Oligosaccharid-Chemie interessant, in der oft sehr viele verschiedene Funk-
tionalitäten toleriert werden müssen. So wurden Oligosaccharide zur Herstel-
lung von Microarrays an Oberflächen verankert.[75] Auch bei der Synthese von
Glycoproteinen und -peptiden lässt sich die Verknüpfung mit Hilfe der Cyclo-
addition sogar mehrfach in guten Ausbeuten durchführen.[65, 125] Die „Click“-
Reaktion wurde ebenso zur Verknüpfung von Peptiden, sowohl zu linearen als
auch zu zyklischen Konstrukten, eingesetzt.[49, 126–128]

Die hohe Effizienz der Reaktion ermöglichte sowohl die sehr erfolgreiche
Synthese von Dendrimeren aus „Click“-Bausteinen[60, 129] als auch die Verknüp-
fung von verschiedenen Dendrimeren und Polymeren, wie Polyvinylacety-
len, miteinander.[63, 130–132] Da die Reaktion orthogonal zu den anderen Tech-
niken wie Veresterungen ist, kann man sie mit diesen auch in situ kombinieren
um Blockpolymere selektiv in einem Schritt zu funktionalisieren.[133] Díaz et
al. verwendeten Polyazide und Polyalkine als „Zweikomponentenkleber“ von
Kupfer- und Zinkoberflächen. Einige Kombinationen waren sogar besser als
kommerzielle Produkte.
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4.4. „Click“-Chemie an DNA
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Abbildung 4.15: Alkine und Azide für „Click“-Reaktionen an DNA; (a) 5’-
Azid-DNA[134] (b) 5’-Alkin-DNA für Immobilisierung an Oberflächen[123] (c)
Alkin-SAM-Analogon als Substrat für Methyltransferasen.[135]

Die 1,3-dipolare Cycloaddition an DNA wurde zuerst von Seo et al. als Metho-
de zur Synthese eines mit Fluoreszein markierten Primers zur Sequenzierung
eingeführt (s. Abb. 4.15a).[134] Anders als in späteren Veröffentlichungen wurde
dort noch keine Kupferkatalyse verwendet. Die Reaktion verlief daher langsam
und nicht regioselektiv. Später wurde die Azid-DNA kupferkatalysiert an Glas-
oberflächen zur Sequenzierung immobilisiert.[136–139] Fast gleichzeitig berichte-
te Liu von der Anwendung in der DNA-Templat-gesteuerten Synthese.[140] Coll-
man, Kool und Chidsey verwendeten Alkin-markierte DNA zur Erzeugung von
selbstorganisierenden Monoschichten von DNA auf Azid-beschichteten Ober-
flächen (s. Abb. 4.15b).[123] Zur sequenzspezifischen Einführung von Alkinen an
DNA entwickelten Rajski et al. S-Adenosylmethionin-Analoga (SAM) als Sub-
strate für Methyltransferasen (s. Abb. 4.15c) zum Übertragen eines Alkins an
eine spezifische DNA Sequenz.[135, 141]

In diesen Arbeiten wurde maximal ein Alkin in die DNA eingeführt. Vor dem
Beginn der in dieser Arbeit durchgeführten Studien gab es keinerlei Untersu-
chungen über die Verwendung von Alkin-DNA-Basen und die Effizienz der
Reaktion bei mehrfachem Einbau. In den folgenden Abschnitten werden die
Untersuchungen zur „Click“-Reaktion an DNA vorgestellt.
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4.5. Eingesetzte Alkine und Azide

4.5.1. Synthese der Alkinthymidine
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Abbildung 4.16: Syntheseschema der verwendeten modifizierten Thymidine
zur Einführung von Alkinen und Aziden in DNA.

Ein einfacher Weg zu einer modifizierten DNA-Base ist die Synthese eines
modifizierten Thymidins. Abbildung 4.16 zeigt die in dieser Arbeit verwende-
ten Thymidine mit Alkin, bzw. Azid-Funktionalität. Im Folgenden soll auf die
Synthese einiger Bausteine eingegangen werden. Wegen der Weiterentwicklun-
gen und Änderungen im Laufe der Arbeit wurde nicht von allen Monomeren
das 5’-Dimethoxytrityl-3’-phosphoramidit für die Festphasensynthese und das
5’-Triphosphat für den enzymatischen Einbau hergestellt. Monomer 10 wurde
nur als Triphosphat synthetisiert.

Der Schlüsselschritt aller Synthesen ist die Sonogashira-Kupplung zwischen
dem entsprechenden Alkin und 5-Iod-2’-desoxyuridin.[142] Dabei kann die
Kupplung sowohl an dem ungeschützten, als auch am TBDMS-geschützten
Baustein durchgeführt werden. Allerdings erwies sich die Kupplung am un-
geschützten Baustein als weniger zuverlässig und die Produkte waren schwie-
riger aufzureinigen.
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Synthese von 5-Ethinyl-2’-desoxyuridin (9)
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Abbildung 4.17: Synthese des Festphasensynthesebausteins von 5-Ethinyl-2’-
desoxyuridin (9).

In der Literatur gibt es zahlreiche Synthesen von 5-Ethinyl-2’-desoxyuridin-
Bausteinen für die Festphasensynthese. Die Synthesen unterscheiden sich im
Zeitpunkt der Sonogashira-Kupplung, d. h. in den Resten an den Hydro-
xylgruppen an 5’- und 3’-Position. Robin et al. kuppelten mit Acetyl-, bzw.
Toluoyl-geschütztem 5-Iod-2’-desoxyuridin,[143] während Hurley et al. am un-
geschützten 5-Iod-2’-desoxyuridin arbeiteten.[144] Graham et al. setzten die 5’-
Dimethoxytritylgeschützte Verbindung mit dem Alkin um.[145]

Für die hier durchgeführte Synthese wurde TBDMS-geschütztes 5-Iod-2’-
desoxyuridin 5 mit Trimethylsilylethin gekuppelt und nachfolgend alle Si-
lylschutzgruppen mit TBAF abgespalten. Anschließend wurde das freie Nu-
kleosid 9 für die DNA-Festphasensynthese vorbereitet. Dazu wurde an 5’-
Position die Dimethoxytrityl-Schutzgruppe unter Standardbedingungen einge-
führt. Für die Reaktion zum Phosphoramidit wurde 2-Cyanoethyl-N,N,N’,N’-
tetraisopropylphosphordiamidit[146] mit Triisopropylamintetrazolid[147] ver-
wendet. Dadurch lässt sich die Phosphitylierung an der Ketofunktion der Base
erfolgreich unterdrücken.
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Synthese von 5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuridin (10)
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Abbildung 4.18: Synthese von 5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuridin (10) sowie
Darstellung der Strukturen von 5-(Hexa-5-inyl)-2’-desoxyuridin (11) und 5-(5-
Azidohexyl)-2’-desoxyuridin (13).

Erste Versuche der „Click“-Reaktion mit dem „kurzen“ Alkin 9 ergaben,
dass ein nicht zum π-System der Base konjugiertes Alkin vorteilhafter sein
könnte. Die sterische Behinderung bei der Reaktion mehrerer Basen neben-
einander im DNA-Strang sollte nicht so groß sein. Daher wurde die Syn-
these eines terminalen Alkins mit einer Alkylkette zwischen Alkin und Ba-
se entwickelt. Die Sonogashira-Kupplung von TBDMS-geschützten 5-Iod-2’-
desoxyuridin 5 mit 4-Pentin-1-ol zu 7 verlief in sehr guter Ausbeute. Bei dieser
Reaktion war ein Überschuss an Base (5 Äquivalente) von entscheidender Be-
deutung. Der erhaltene primäre Alkohol wurde im nächsten Schritt mit Dess-
Martin-Periodinan zum Aldehyd 16 oxidiert. Dieser wurde möglichst sofort
nach Aufreinigung mit dem Ohira-Bestmann-Reagenz (1-Diazo-2-oxo-propyl-
phosphonsäurediethylester) zum Alkin umgesetzt.[148, 149] Diese Alternative
zum Gilbert-Seyferth-Reagenz[150–152] hat den Vorteil, dass der Aldehyd bereits
unter mild basischen Bedingungen zum Alkin reagiert. Außerdem ist das Rea-
genz einfach herzustellen.[153]

Auf analogem Weg wurde von G. A. Burley 5-(Hexa-1-inyl)-2’-desoxyuridin
11 synthetisiert. Bei dieser Synthese wurde die Dreifachbindung nach der
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Sonogashira-Kupplung selektiv mit Palladium auf Kohle hydriert. Die weiteren
Schritte erfolgten analog. Ebenso wurde über Mesylierung des freien Alkohols
und nukleophile Substitution das Azid 13 hergestellt.

Synthese von 5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyuridin (12)
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Abbildung 4.19: Synthese des Festphasensynthesebausteins von 5-(Okta-1,7-
diinyl)-2’-desoxy-uridin (12).

Die Synthese eines Alkinbausteins ließ sich deutlich verkürzen, indem das
einseitig geschützte Bisalkin 1-Trimethylsilyl-1,7-oktadiin 19 direkt in der
Sonogashira-Kupplung einsetzt wurde (s. Abb. 4.19). Es ist in nur einer Stu-
fe zugänglich.1 Dadurch wurde die Synthese vom 5-Iod-2’-desoxyuridin bis
zum freien Nukleosid um zwei Stufen verkürzt. Zwar ist die Aufreinigung der
Sonogashira-Kupplung etwas komplizierter, da sich Produkt und Edukt nicht
so leicht voneinander trennen lassen, aber über diese „Abkürzung“ war die
Herstellung der benötigten Mengen für die Festphasen-, bzw. Triphosphatsyn-
these deutlich einfacher, da der mit schlechter Ausbeute verlaufende Aufbau
des terminalen Alkins umgangen werden konnte.

4.5.2. Synthese der Triphosphate

Verschiedene Methoden zur Synthese von Triphosphaten wurden erst vor kur-
zem von Burgess und Cook zusammengefasst.[154] Zur Synthese der Triphos-
phate in dieser Arbeit wurden im wesentlichen zwei Wege verwendet. Die

1hergestellt von P. Gramlich

30



4.5. Eingesetzte Alkine und Azide

O

O

HO N

NH

O

O

R

O

OH

O N

NH

O

O

R

POPOPO
O O O

OOO

1) DMF, Dioxan,                         , 4h 
2) (n-Bu)3N Pyrophosphat, 15 Min.
3) 1% I2 py/H2O 98:2, 15 Min.
4) NaHSO3, 30 Min.
5) NH3, 1h

O
P
O

O

Cl

O

O

OH

HO N

NH

O

O

R

O

OH

O N

NH

O

O

R

POPOPO
O O O

OOO

1) P(OMe)3, POCl3, Protonenschwamm, 0°C, 3h 
2) (n-Bu)3N, Dioxan, DMF
    (n-Bu)3N Pyrophosphat, RT,  10 Min.
3) 1N TEAB

(a)

(b)

O

O

O N

NH

O

O

R

P
O

P
O
P

O

O O

O

O

O

O

OH

O N

NH

O

O

R

P
O

P
O
P

O

O O

O

O

O

Abbildung 4.20: Synthese von Triphosphaten nach der (a) „geschützten“ Me-
thode oder (b)„selektiven“ Methode.

„geschützte“ Methode wurde analog zu der Vorschrift von Eckstein durchge-
führt (s. Abb. 4.20a).[155] Dabei wird ein 3’-acetylgeschütztes Nukleosid mit
dem Salicylsäure-Phosphor-(III)-Reagenz 74[156] umgesetzt. Nach Zugabe von
Pyrophosphat wird als Zwischenstufe das in der Abbildung gezeigte zyklische
Phosphat postuliert. Da der Phosphor aus dem Reagenz noch nicht oxidiert
ist, muss er mit Iod-Lösung oxidiert werden. Nach Reduktion des Iods mit
Natriumhydrogensulfit wird mit konzentrierter Ammoniaklösung nicht nur
die Acetylgruppe abgespalten, sondern auch das zyklische Phosphat hydro-
lysiert. Durch Zugabe von Schwefel lassen sich über diese Methode auch α-
Thiotriphosphate herstellen. Die mit dieser Methode erhaltenen Triphosphate
sind einfacher aufzureinigen. Allerdings ist die Synthese der Monomere wegen
der Einführung der Schutzgruppe an der 3’-Position etwas länger. Sie lässt sich
allerdings auch enzymatisch in einem Schritt einführen.[157] Außerdem wird bei
der ersten Phosphorylierung HCl frei, was zu sauren Reaktionsbedingungen
führt. Dies kann säurelabile Modifikationen wie Acetale spalten.
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Die meisten Triphosphate wurden mit der „selektiven“ Methode nach Kovács
et al.[158] synthetisiert (s. Abb. 4.20b). Dabei wurde als Phosphorylierungsrea-
genz POCl3 verwendet. Um die erste Phosphorylierung zu beschleunigen und
das freiwerdende HCl zu neutralisieren wurde als Stickstoffbase ein Protonen-
schwamm verwendet. Es stellte sich heraus, dass die erste Phosphorylierung
entscheidender ist, als die Bildung des Triphosphates im zweiten Schritt. Bei
den meisten Fehlschlägen konnte vor allem unreagiertes Monomer wiederge-
wonnen werden, nur selten ein Di- oder Tetraphosphat. Auch bei dieser Me-
thode wird als Zwischenstufe ein zyklisches Phosphat postuliert, welches hy-
drolysiert wird. Dieser Weg ist einfacher durchzuführen, da das freie Monomer,
welches auch für den Festphasensynthesebaustein benötigt wird, direkt einge-
setzt werden kann. Allerdings kann sich die Aufreinigung der Triphosphate
schwierig gestalten, da als Nebenprodukte Di- oder Tetraphosphate auftreten
können.
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Abbildung 4.21: Hergestellte Triphosphate mit Alkinen und Aziden.

In der Abbildung 4.21 sind noch einmal alle in der Arbeit eingesetzten Tri-
phosphate aufgeführt. Triphosphat 21 wurde mit beiden Methoden hergestellt.
Die restlichen mit der „selektiven“ Methode. Es wurden nie mehr als 100 mg
Nukleosid in der Reaktion eingesetzt.

Die Aufreinigung der Triphosphate wurde mit Hilfe von HPLC durchgeführt.
In einigen Fällen wurden Nebenprodukte durch eine Ionenaustauschersäule
(DEAE-Sephadex, Triethylamin/Natriumbicarbonat (TEAB) 0.1 M → 1 M, Pro-
dukt bei 0.5-0.6 M) vor der HPLC abgetrennt. Gerade der Protonenschwamm,
erkennbar am UV-Spektrum mit einem Maximum bei 285 nm, kann das Tri-
phosphat überlagern. In solchen Fällen war es hilfreich die Konzentration des
HPLC-Puffers von 0.1 M auf 0.01 M oder 2 mM zu senken. Leider lässt sich kein
idealer Puffer für alle Triphosphate empfehlen. Jedes Triphosphat erforderte ei-
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4.5. Eingesetzte Alkine und Azide

ne eigene Optimierung seiner Aufreinigung. In der Regel kommt das als Ne-
benprodukt gebildete Monophosphat vor dem Triphosphat von der Säule.

Die aufgereinigten Fraktionen wurden lyophilisiert und in Wasser aufgenom-
men. Ein Austausch des Gegenions von Triethylamin gegen Natrium oder Li-
thium wurde nicht durchgeführt. Die Konzentration wurde mit Hilfe von UV-
Spektrometrie bestimmt und die Lösungen wenn möglich aliquotiert und bei
-20 ◦C gelagert. Dabei waren die Lösungen erstaunlich stabil. Erst nach einem
halben Jahr war bei einigen (oft verwendeten) Triphosphaten eine Abnahme
der Aktivität feststellbar.

4.5.3. Synthese von
7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyguanosin (26)
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Abbildung 4.22: Retrosynthese von 7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxy-
guanosin 26.

7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyguanosin 26 lässt sich analog zu den
Thymidinen durch Sonogashira-Kupplung aus 7-Desaza-7-iod-5’,3’-O-p-
toluoyl-2’desoxyguanosin 27 herstellen. Dieses Nukleosid kann durch Gly-
kosidierung mit 4-Chloro-2-methylsulfanyl-7H-pyrrolo[2,3-d]pyrimidin 28

mit anschließender Umwandlung des Chlorids in die Ketofunktion und des
Methylthiols in die Aminogruppe des 7-Desazaguanins erhalten werden. Das
für die Glykosidierung benötigte 4-Chloro-Purin 28 ist durch Chlorierung
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von 30 erhältlich. 30 wird über zwei aufeinanderfolgende Kondensationsre-
aktionen aufgebaut: Der Fünfring wird durch die intramolekulare Reaktion
des entschützten Aldehyds von 31 mit der Aminogruppe aufgebaut. Das
entsprechend substituierte Pyrimidin-System 31 kann durch Kondensation
α-Cyanoesters 32 mit Thioharnstoff hergestellt werden. Auf ähnlichem Weg
kann nach Desulfurierung von 28 auch 7-Desaza-2’-desoxyadenosin hergestellt
werden.[159]

Die Synthese des 7-Desaza-2’-desoxyguanosins (7dN-2’-desoxyguanosins) ist
bereits literaturbekannt.[33] Allerdings ist gerade die Synthese des Puringerüsts
in der Literatur nur schlecht beschrieben. Die nachfolgend vorgestellte Synthese
kombiniert verschiedene bereits publizierte Wege.
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Die Synthese beginnt mit dem Aufbau des α-Cyanoesters 32 durch Alky-
lierung von Cyanoessigsäureethylester 33 mit Bromacetaldehyddiethylacetal
34.[21] Zur Vermeidung von Doppelalkylierung wurde der Ester in fünffachem
Überschuss eingesetzt und die Reaktion ohne Lösungsmittel zum Sieden er-
hitzt. Das Produkt 32 wurde durch Vakuumdestillation gereinigt. Der Aufbau
des Pyridinrings erfolgte über die Umsetzung von 32 mit Thioharnstoff in Etha-
nol mit Natriummethoxid als Base. Nach vier Stunden wurde das Produkt 31

durch Zugabe von Essigsäure bis zum Neutralpunkt ausgefällt.
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Zum Schließen des Pyrrol-Rings wurde der Aldehyd durch Spaltung des
Acetals in 31 freigesetzt. Er reagiert intramolekular mit der Aminofunktion
zu 30. Zur Methylierung der Thiolfunktion wurde Methyliodid verwendet.
Die Versuche mit Dimethylsulfat schlugen fehl.[21] Unter Kühlung und mit ge-
nau einem Äquivalent Methyliodid verlief die Reaktion mit sehr guter Aus-
beute. Erneut fiel das Produkt 35 bei der Aufarbeitung sauber aus. Die Rei-
henfolge der Methylierung und des Ringschlusses war auch umkehrbar. In
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4.5. Eingesetzte Alkine und Azide

diesem Fall wurde die Methylierung allerdings in DMF durchgeführt. Versu-
che, die Glykosidierung mit 35 mit Trimethylsilyltriflat (TMSOTf) und N,O-
Bistrimethylsilylacetamid (BSA) durchzuführen schlugen fehl. Daher wurde
die Hydroxylgruppe in einen elektronegativeren Substitutenten umgewandelt.
Dies diente zur Aktivierung des Stickstoffs an der 9-Position für die Glyko-
sidierung. So wurde 4-Chloro-2-methylsulfanyl-7H-pyrrolo[2,3-d]pyrimidin 28

durch Refluxieren in POCl3 hergestellt. Leider war die Ausbeute von 36 % auch
durch Verlängerung der Reaktionszeit nicht zu verbessern. Andere Chlorie-
rungsmittel wie Oxalylchlorid oder Thionylchlorid reagierten überhaupt nicht.
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Die für die Glykosidierung benötigte 1’-α/β-Chlor-2’-desoxy-3’,5’-p-toluoyl-
D-ribofuranose 29 ist aus 2’-Desoxyribose in drei Stufen zugänglich.[160] Da-
zu wurde zuerst in Methanol die 1’-Methoxy-2’-desoxyribofuranose hergestellt
und die freien Hydroxylgruppen mit para-Toluoylchlorid geschützt. Bei Einlei-
tung von HCl(g) in Eisessig fiel der 1’-Chlorozucker 29 sauber aus. Die Glykosi-
dierung von 28 wurde mit Natriumhydrid als Base in Acetonitril durchgeführt
und ergab ausschließlich das gewünschte β-Anomer 36.[23] Selektive Iodierung
mit N-Iodsuccinimid in 7-Position führte zu Verbindung 37.[33] Das Chlorid in
4-Position wurde unter Einwirkung von syn-2-Pyridinaldoxim unter sehr mil-
den Bedingungen hydrolysiert. Für die Einführung der Amino-Funktion wur-
de der Schwefel erst durch Oxidation in ein Sulfon überführt und dieses dann
unter Druck mit Ammoniak substituiert. Wird die Reaktion in trockenem 1,4-
Dioxan durchgeführt, kann die Spaltung der para-Toluoylgruppen verhindert
werden.
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Die Sonogashira-Kupplung von 27 mit 1-Trimethylsilyl-1,7-oktadiin 19 ver-
lief unter Standardbedingungen in guten Ausbeuten. Bei der Entschützung
zum freien Nukleosid 7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyguanosin 26 er-
wies sich Ammoniak in Methanol als das wirkungsvollste Reagenz. Die Synthe-
se des Triphosphats oder des Festphasensynthesebausteins wurde nicht mehr
durchgeführt.

Kurz nach Abschluss der Synthese wurde innerhalb der Arbeitsgruppe ein
neuer Weg zur Base entwickelt. So gelang es 7-Desazaguanin direkt durch Re-
aktion von Bromacetyldehyddiethylacetal mit 2,6-Diamino-4-pyrimidon aufzu-
bauen. Dadurch verkürzt sich die Synthese um drei Stufen.
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4.5.4. Verwendete Azide
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Abbildung 4.23: Hergestellte Azide für verschiedene Anwendungen.

Die wesentliche Stärke der „Click“-Reaktion ist die hohe Bandbreite an Funk-
tionen, welche eingeführt werden können. Abbildung 4.23 zeigt einige in der
Gruppe eingesetzte Azide. Benzylazid 39[161] diente als erstes und einfachstes
Azid für die ersten Versuchsreihen. Biotin-Azid 40 ist ein Beispiel für eine Affi-
nitätsmarkierung die mit der Reaktion eingeführt werden kann. Das Aziridin-
Azid 41 enthält ein photoaktivierbares Carben, welches von S. Breeger zum
„Fangen“ von DNA-bindenden Reparaturproteinen eingesetzt wurde. Der Li-
gand 42 wurde von K. Gutsmiedl zum Aufbau von Metall-Komplexen an DNA
verwendet. Für die Einführung von Aldehyd-Gruppen an DNA wurden das
Benzaldehydazid 43 und das Galaktoseazid 44[162, 163] synthetisiert.
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Abbildung 4.24: Verschiedene verwendete Azid-Derivate von Farbstoffen.
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Neben den Affinitäts- und Funktionsmarkierung sind Fluoreszenzfarbstof-
fe sehr wichtig. Abbildung 4.24 zeigt einige synthetisierte Azide. So wurden
neben dem Fluoreszeinazid 45 noch weitere Farbstoffe verwendet. Das Cuma-
rinazid 46 (synthetisiert von D. Kuch) beginnt erst durch Bildung des Triazols
zu fluoreszieren.[62, 164] Als Farbstoff mit Anregung im längerwelligen Bereich
wurde der Cyaninfarbstoff 47 (Cy3) als Azid hergestellt (synthetisiert von S.
Warncke). Zur photographischen Detektion von DNA diente der tiefblaue Pho-
tosensibilisator 48 (Synthese entwickelt von V. Azov).

Synthese der Azide

Die Einführung eines Azids erfolgt meistens über eine nukleophile Substituti-
onsreaktion.[40, 165] Sehr zuverlässig lassen sich unpolare Azide durch Substi-
tution von Bromid oder Mesylat in DMF mit einem Überschuss Natriumazid
herstellen. Bromide haben den Vorteil, dass das während der Reaktion entste-
hende Natriumbromid aus DMF ausfällt. Nach Extraktion mit Essigester erhält
man das Azid quantitativ. Auf diese Art und Weise wurde das Benzylazid 39

und andere Azide hergestellt (41, 42, 43, 48). Das Azid des Biotins[166] und des
Fluoreszeins[69, 167] wurden über eine Veresterung mit 2-Azidopropylamin her-
gestellt. Dieses war aus 3-Bromopropylamin zugänglich und wurde über eine
vorsichtige Vakuumdestillation gereinigt.[168] Das Zuckerazid 44 wurde aus der
Isopropyliden-geschützten Galaktose über eine Mitsunobu-Reaktion mit Natri-
umazid hergestellt.[162, 163] 4-Azidomethylbenzaldehyd 43 wurde durch Reduk-
tion von α-Brom-p-toluolnitril[169] mit anschließender nukleophilen Substituti-
on des benzylischen Broms synthetisiert.

38



4.6. Reaktion an Oligonukleotiden

4.6. Reaktion an Oligonukleotiden

4.6.1. Synthese von Oligonukleotiden mit Alkinen

Für die Untersuchung der „Click“-Reaktion an DNA wurden 16 Basen lange
DNA-Oligomere mit unterschiedlicher Anzahl und Anordnung der verschie-
denen Alkine synthetisiert (s. Tabelle 4.1). Die Sequenz erlaubt die Platzierung
der Modifikationen in unterschiedlichen Abständen, von direkt nebeneinander
bis hin zu mehreren Basen Abstand. Wegen der Weiterentwicklung, z.B. der
Kettenlänge und der Struktur des Monomers, wurden die gleichen Sequenzen
mit verschiedenen Monomeren hergestellt. Die Experimente an DNA-Strängen
mit Alkinen mit flexibler Alkylkette (11 oder 12) führten zu identischen Ergeb-
nissen.

Die Synthese an der festen Phase stellte für alle Monomere kein besonderes
Problem dar. Dabei kuppelte das „kurze“ Alkin 9 fast genau so gut wie ein nor-
males Thymidin. Bei Strängen mit mehreren Modifikationen wurden die Modi-
fikationen doppelt gekuppelt. Die Kupplungszeiten der folgenden Monomere
wurden zusätzlich verlängert. Prinzipiell hängt der Erfolg der Synthese vor al-
lem von der Qualität des eingesetzten Phosphoramidits ab. Der DNA-Strang
mit sechs aufeinanderfolgenden Modifikationen wurde mit terminaler DMT-
Schutzgruppe vom Träger abgespalten und zweimal aufgereinigt („DMT-on“)
Für genaue Synthesebedingungen und Protokolle siehe Abschnitt 8.6.

Die verschiedenen Modifikationen haben auch einen Einfluss auf die
Schmelztemperatur der Stränge. Wie ein Propinrest in 5-Position stabilisiert
auch der Ethinrest die DNA (Schmelzpunkt d1: 69.1 ◦C ; normale DNA: 68.1 ◦C).
Das Oktadiin ist leicht destabilisierend (Schmelzpunkt d5: 65.5 ◦C). Neue Stu-
dien mit Oktadiin-Thymidin bestätigen diese Beobachtungen.[170] Allerdings
hängt der Einfluss auf die Stabilität des Doppelstrangs stark von der Sequenz-
umgebung und der Dichte der Alkine ab.

Sequenz X = 9 Tm [◦C] X = 12 Tm [◦C]
5’-GCGCTGTXCATTCGCG d1 69.1 d5 65.5
5’-GCGCTGXXCATTCGCG d2 69.4 d6
5’-GCGCXGTXCAXTCGCG d3 69.9 d7 66.1
5’-GCGCXXXXXXGTCGCG d4 d8

Tabelle 4.1: Die mit den verschiedenen Alkinen hergestellten Stränge und
die Schmelztemperaturen (natürliche DNA: 68.1 ◦C; 10 mM Tris/HCl, 150 mM

NaCl)
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

4.6.2. Reaktion an DNA

Das Hauptproblem der „Click“-Reaktion an DNA ist die Verwendung von
Kupfer-Ionen. Kupfer(II)-Ionen können mit Sauerstoff Hydroxylradikale bil-
den, welche zu Oxidationen der Basen und daraus folgenden Strangbrüchen
führen können.[171] Diese Eigenschaft wird unter Verwendung von speziellen
Liganden zur sequenzspezifischen Spaltung von DNA genutzt.[172, 173]

Bei den ersten Versuchen DNA-Oligomere d1 oder d2 mit CuSO4/TCEP mit
Benzylazid 39 umzusetzen, wurde zwar das Produkt im MALDI nachgewie-
sen, aber auch kürzere Fragmente, die durch Strangbrüche entstehen. Dabei
war es unerheblich, welches Reduktionsmittel verwendet wurde. Eine deutli-
che Verbesserung brachte die Verwendung des Kupfer(I)-stabilisierenden Li-
ganden 1.[135] Der Kupfer-Ligand-Komplex wurde vor der Reaktion frisch her-
gestellt. Das Reduktionsmittel TCEP wurde immer als letztes zugegeben. Um
Nebenreaktionen des Reduktionsmittels mit der DNA oder dem Azid auszu-
schließen, wurde später CuBr (99.99 %) verwendet. Mit dieser Kupferquelle
wurden die besten Ergebnisse erzielt. Die Reaktion war in den meisten Fällen
innerhalb einer halben Stunde beendet. Auch längere Reaktionszeiten führten
nicht mehr zur Zersetzung der DNA. Die optimalen Bedingungen für die Reak-
tion mit DNA waren 50 Äquivalente des jeweiligen Azids und 20 Äquivalente
Kupfer/Ligand-Komlplex. Dabei wurde niemals eine zweifache Reaktion so-
wohl am terminalen als auch am internen Alkins der Base beobachtet.

Abbildung 4.25 vergleicht die Reaktion von Oligonukleotiden mit unter-
schiedlicher Anzahl und Abfolge der Alkine mit dem Zuckerazid 44. Dabei tre-
ten Unterschiede zwischen Strängen mit dem „kurzen“ Alkin 9 (d1, d2, d3 und
d4) und Strängen mit 12, welches ein Alkin mit flexibler Kette besitzt, auf (d5,
d7 und d8). So kam es bei einfacher Reaktion in beiden Fällen zu vollständi-
gem Umsatz (d1: [M+Na+]+ : 5082). Bei zwei aufeinanderfolgenden Aziden wie
in d2 wurde neben dem Hauptprodukt ([M]+ : 5297) noch eine kleinere Men-
ge des nur einfach abreagierten Produkts beobachtet ([M+Na+]+ : 5110). Aber
auch bei zwei Basenpaaren Abstand zwischen den Alkinen in d3 mit drei Al-
kinen entsprach das Hauptprodukt zwar dem dreifachen Addukt ([M]+ : 5508),
aber es wurde immer auch das zweifache Addukt nachgewiesen ([M+Na+]+ :
5320). Noch deutlicher ist der Effekt bei dem anspruchvollsten Substrat d4

mit sechs aufeinanderfolgenden Alkinen. Dort ist das fünffache Addukt ([M+2
Na+]+ : 5970) sogar das Hauptprodukt, während als Nebenprodukte das vier-
fache ([M+3 Na+]+ : 5784) und das sechsfache ([M+Na+]+ : 6158) auftreten. Die
entsprechenden Reaktionen mit dem Alkin 12 zeigten dagegen vollständigen
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Abbildung 4.25: Vergleich der „Click“-Reaktion von Zuckerazid 44 an DNA
mit (a) dem Alkin 9 (b) dem Alkin 12.

Umsatz in allen Fällen. Ähnliche Ergebnisse wurden auch mit dem Cumarin-
azid 46 und dem Fluoreszeinazid 45 erhalten.

Das Cumarinazid fluoresziert nach der Reaktion (s. Abb. 4.26a). Im Fall des
Fluoreszeinazids verursacht die Addition von so großen und unpolaren Res-
ten an die DNA eine deutlich geringere Mobilität bei elektrophoretischer Auf-
trennung. Wie in Abbildung 4.26b deutlich zu sehen, entstehen bei den Oligo-
nukleotiden mit dem „kurzen“ Alkin 9 immer nur Verteilungen der Produkte.
Bei Verwendung von Oligonukleotiden mit Alkin 12 sind keine Nebenprodukte
mehr zu erkennen.

Neben dem rein qualitativen Nachweis der Reaktion durch MALDI oder Gel-
elektrophorese wurde auch die Eignung der Reaktion zur Herstellung größerer

N Alkin d1 d2 d3 d4

d5 d6 d7 d8

O
H

O
ON

N
NR

(a) (b)

Abbildung 4.26: (a) Leuchtende Alkin-DNA nach Reaktion mit Cumarin
46. (b) Gele der Reaktion von Fluoreszeinazid 45 mit verschiedenen DNA-
Oligomeren.
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Mengen an DNA untersucht. Während sich die Reaktionen von Strängen mit
nur einem Alkin mit Hilfe von HPLC aufreinigen ließen, gab es bei der HPLC-
Aufreinigung der höher modifizierten Stränge oft Probleme. Die Fällung der
DNA mit Ethanol erwies sich als die beste Aufarbeitung der Reaktion. Danach
war die DNA bereits sauber oder ließ sich per HPLC reinigen.

Die Versuche zeigten, dass die Kombination von sehr reinem CuBr (99.99 %)
mit Ligand 1 die besten Ergebnisse bei der „Click“-Reaktion an DNA ergibt.
Der Kupfer(I)-stabilisierende Ligand war auch bei der Verwendung von Kup-
fer(II)sulfat mit TCEP oder Ascorbat essentiell. Die flexiblen Alkine zeigten in
allen Fällen eine deutlich höheren Umsatz, als das ein direkt konjugiertes Alki-
ne.

4.7. Reaktion mit PCR-Produkten

4.7.1. PCR-Produkte mit wenigen Alkinen

PCR “Click”

Primer PCR-Produkt

N
N

N
R

N
N

N
R

Abbildung 4.27: Herstellung von DNA mit wenigen Alkinen durch PCR mit
Alkinprimern.

Nach den Versuchen an den kurzen Oligomeren stellte sich die Frage,
ob die „Click“-Reaktion auch mit sehr langen DNA-Strängen kompatibel
ist oder anders ausgedrückt, wie effizient die Unterdrückung der DNA-
Spaltungsreaktionen wirklich ist. Dazu wurden zwei unterschiedliche Primer
mit je zwei Alkinen 12 zur Anwendung in der Polymerase Kettenreaktion syn-
thetisiert (Primersequenzen und PCR-Produkte siehe Abschnitt 8.9.6). Der Pri-
mer d9 bindet an einen Bereich des Polymerase η-Gens aus Hefe. Für diesen
Primer wurden verschiedene Gegenprimer für Produkte von unterschiedlicher
Länge gewählt. Der Primer d10 gehört zum 800 Basenpaare langen Gen einer

Sequenz X = 12
5’-TTAATTGAATTCGATTXGGGCCGGAXTTGTTTC d9
5’-GCAGGCXTCAXGCCAGAATTACCAGAAG d10

Tabelle 4.2: Hergestellte PCR-Primer mit Alkinen.
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FPG-Glykosidase (Sequenzen und Templat von R. Strasser). Mit diesen beiden
Primern hergestellte PCR-Produkte enthalten unabhängig von der Länge des
PCR-Produkts genau 2 Alkine pro PCR-Produkt. Für die gezeigten Kontrollen
mit natürlicher DNA wurden analog PCR-Produkte mit unmodifizierten Pri-
mern hergestellt.

(a)       M             N              M             N (b)        N          N                   M     N           N 

         N           N          N           N   M 300

500 1k
1.5k

1k

2k

Abbildung 4.28: „Click“-Reaktionen an PCR-Produkten unterschiedlicher
Länge mit Fluoreszeinazid 45; M: Marker (Größe der Banden ist neben dem
Gel angegeben); N: normale DNA ≡: Alkin-DNA; die rechten Gele wurden
mit SYBR Green, bzw. Ethidiumbromid gefärbt. (a) 300 Basenpaare langes
PCR-Produkt mit Alkin-Primer d9; (b) 800 Basenpaare langes PCR-Produkt mit
Alkin-Primer d10 und 900, 1300 und 2100 Basenpaare langes PCR-Produkt mit
Alkin-Primer d9.

Die PCR-Produkte mit und ohne Alkine wurden unter „Click“-Bedingungen
mit CuBr/Ligand 1 und Fluoreszeinazid umgesetzt und die Produkte mit Hilfe
von Elektrophorese untersucht. Wie schon bei den kurzen Oligomeren wurde
der Kupfer-Ligand-Komplex vor der Reaktion frisch hergestellt. Die Gele wur-
den zuerst ohne irgendeine Anfärbung betrachtet, um die Fluoreszenz des Fluo-
reszeins zu detektieren. Danach wurden die Gele mit einem DNA-Farbstoff wie
SYBR Green II oder Ethidiumbromid angefärbt. Abbildung 4.28 zeigt, dass nur
die PCR-Produkte mit Alkinen mit dem Fluoreszeinazid reagierten. Nach An-
färben mit SYBR Green II oder Ethidiumbromid (Abb. 4.28a,b rechts) war auch
die normale DNA sichtbar. Die beiden Fluoreszeine bewirkten keine Verände-
rung der Mobilität im Gel (Im Fall des 300 Basenpaare langen Produkts war die
normale Kontrolle mit Biotin markiert). Um ein deutliches Fluoreszenzsignal
zu erhalten, wurden in der Reaktion 1-4 pmol DNA eingesetzt. Bei einem Mo-
lekulargewicht von über 150.000 g/mol musste eine große Menge DNA auf die
Gele geladen werden. Trotzdem waren auf den Gelen keine Spaltungsprodukte
der DNA zu erkennen. Bei 25 ◦C ist die Reaktion in weniger als einer halben
Stunde beendet. Gleiche Ergebnisse wurden auch mit PCR-Produkten von bis
zu 2000 Basenpaaren Länge erhalten. Selbst bei nur 2 Alkinen an einem DNA-
Molekül dieser Größe konnten weder Nebenprodukte noch DNA-Spaltung de-
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tektiert werden. Diese Ergebnisse zeigen, dass die „Click“-Reaktion zur selekti-
ven Markierung von DNA sehr gut geeignet ist.

 N     N     M
CuBr  +     −     +    −

Abbildung 4.29: Reaktion des 300 Basenpaare langen PCR-Produkts mit Cy3-
Azid 47. Gel ohne SYBR Green mit Kontrollen mit und ohne Zugabe von CuBr.

Neben Fluoreszein wurde das 300 Basenpaare lange PCR-Produkt auch mit
dem Cy3-Azid 47 umgesetzt (s. Abb. 4.29). Im Gegensatz zum Fluoreszeinazid,
welches auf dem Gel vor der DNA in der Lauffront läuft und leicht herausge-
waschen werden kann, ist das Cy3-Azid langsamer als das PCR-Produkt. Dass
wirklich eine kupferkatalysierte Cycloaddition vorliegt zeigen die Kontrollen
ohne Kupfer. Nur bei Zugabe von Kupfer(I)-Ionen kommt es zur Markierung
der DNA. Die Reaktion ist genauso selektiv wie die Reaktion mit Fluoreszein.

4.7.2. PCR-Produkte aus Alkintriphosphaten
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Abbildung 4.30: Herstellung von DNA mit vielen Alkinen durch PCR mit Al-
kintriphosphaten.

Neben der Synthese von kurzen Oligomeren an der festen Phase ermöglicht die
Synthese durch Polymerasen die Herstellung von deutlich längeren Strängen
mit vielen Alkinen. Dazu wird während der PCR eines der natürlichen Triphos-
phate mit einem der hergestellten Alkintriphosphat substituiert. Ein so herge-
stelltes PCR-Produkt enthält dadurch zum Beispiel anstatt Thymidin immer ein
Alkinthymidin (s. Abb. 4.30). Auf die Entwicklung und die Bedingungen der
PCR mit den modifizierten Triphosphaten wird in Kapitel 5 eingegangen.
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Abbildung 4.31: Verwendete Alkintriphosphate: Alkinthymidine (21,22) und
Alkin-2’-Desoxycytidin (49 von P. Gramlich).

Für die Herstellung solcher DNA wurden die in Abbildung 4.31 dargestell-
ten Thymidin- und 2’-Desoxycytidintriphosphate synthetisiert und erfolgreich
in der PCR eingesetzt. Ein mit diesen Triphosphaten hergestelltes 300 Basen-
paare langes PCR-Produkt enthält bei Verwendung von 21 oder 22 153 Alkin-
Thymidine oder bei Verwendung von 49 104 Alkin-2’-desoxycytidine.

Die an kurzen Oligomeren gemessenen stabilisierenden Eigenschaften der
Monomere spiegeln sich auch in den Schmelzpunkten der PCR-Produkte wi-
der (s. Abb. 4.32). Das „kurze“ Alkin 9 erhöht die Schmelztemperatur der DNA
um 8 ◦C. Das Alkin mit der längeren Kette 12 stabilisiert etwas schlechter. Ent-
sprechend den Arbeiten von P. Gramlich und Seela[29] stabilisieren Alkin-2’-
desoxycytidine noch stärker als die Alkinthymidine. Trotz des ebenso langen
Restes wie in 12 zeigt das PCR-Produkt aus 49 den höchsten Schmelzpunkt.
Allerdings ist aufgrund der Sequenz die Dichte der Modifikationen bei den 2’-
Desoxycytidinen geringer. Vielleicht kommt es bei zu hoher Dichte der Alkine
zu einer zunehmenden Destabilisierung durch die hydrophoben Reste.

Der Einbau der Triphosphate wurde durch enzymatischen Abbau mit an-
schließendem HPLC-MS-MS bestätigt (s. Abb. 4.33a).Dazu wird die DNA im
ersten Schritt mit Nuklease P1 aus Penicillium citrum und Phosphodiesterase aus
calf spleen versetzt. Im zweiten Schritt wird bei höherem pH-Wert alkaline calf in-
testinal-Phosphatase und snake venom-Phosphatase zugegeben. Die Enzymkom-
binationen bauen DNA von beiden Enden bis hin zu den freien Nukleosiden ab.
Dabei spielen wahrscheinlich Modifikationen an den Basen keine Rolle, da nur
Zucker-Phosphat-Bindungen erkannt und gespalten werden. Die modifizierte
DNA wurde ohne Probleme zu den Monomeren abgebaut. Die erhaltenen Mi-
schungen wurden danach über HPLC aufgetrennt und durch Massenkopplung
die Masse und Fragmentierung der verschiedenen Signale bestimmt. In der Ab-
bildung 4.33a sind in dem ersten Chromatogramm die Signale zugeordnet wor-
den. Die Intensität der Signale entspricht nicht ihrer Häufigkeit, da die Extinkti-
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Abbildung 4.32: Gele und Schmelzkurven von 300 Basenpaare langen PCR-
Produkten mit den Triphosphaten 21,22 und 49 (Schmelzkurven gemessen mit
SYBR Green in Pwo-Puffer).

onskoeffizienten bei 260 nm unterschiedlich sind. Auch bei vollständigem Aus-
tausch des Thymidins mit einem Alkinthymidin sind immer noch die Thymi-
dine aus den Primersequenzen zu erkennen. Das kleine Signal vor dem Signal
des 2’-Desoxyguanosins bei 18-19 Minuten entspricht Inosin. Das Nebenpro-
dukt entsteht durch eine Deaminaseaktivität der verwendeten Enzyme. Wird
die HPLC mit einem PDA (Photo Diode Array) aufgenommen, sind die Mono-
mere auch anhand ihrer UV-Spektren zu unterscheiden. Dies ist besonders bei
der Identifikation der Alkin-modifizierten Basen hilfreich, da sie als einzige Mo-
nomere eine Absorption jenseits von 300 nm besitzen. Bei dem enzymatischen
Abbau der Alkin-DNA ist zu sehen, dass die langen Ketten die modifizierten
Basen deutlich unpolarer werden lassen. So hat das Alkin-2’-desoxycytidin 50

eine Retentionszeit von 42 Minuten im Gegensatz von 10 Minuten des normalen
2’-Desoxycytidins.

Der enzymatische Abbau wurde auch verwendet, um die Effizienz der Re-
aktion an DNA mit sehr hoher Dichte von Alkinen zu überprüfen. So enthält
die Sequenz des 300 Basenpaare langen PCR-Produkts einen Gesamtanteil von
60 % AT-Basenpaaren. Darin kommen sechsmal drei und dreimal vier Thymi-
dine nacheinander vor. Bei den 2’-Desoxycytidinen gibt es fünfmal drei und
einmal sogar fünf hintereinander. Im Doppelstrang ist die längste Abfolge von
AT-Basenpaaren neun, von GC-Basenpaaren sieben. Die Dichte an Alkinen ist
im PCR-Produkt deutlich höher als in den Sequenzen der Einzelstränge. Die
PCR-Produkte wurden mit dem Zuckerazid 44 umgesetzt, durch Fällung mit
Ethanol gereinigt und enzymatisch zu den Monomeren abgebaut.
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Abbildung 4.33: Enzymatischer Abbau der DNA (a) vor und (b) nach der
„Click“-Reaktion mit Zuckerazid 44. Die jeweiligen Produkte sind mit * ge-
kennzeichnet. Im Falle des Monomers 9 in (b) liegt das Signal des Edukts unter
dem des Thymidins. Die Ausschnitte zeigen die Chromatogramme bei 310 nm
zur Identifikation der Edukte und Produkte.
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Der enzymatische Abbau der DNA zeigte eindrucksvoll die Effizienz der Re-
aktion (s. Abb. 4.33). Bei allen drei Alkinen tauchte ein neues Signal im Chro-
matogramm auf, das gemäß der Masse dem „Click“-Produkt entsprach. Durch
das Anomerengleichgewicht des Zuckers traten zwei Signale direkt nebenein-
ander auf. Die Alkin-modifizierten Basen waren auch deutlich durch ihre Signa-
le im Chromatogramm bei 310 nm zu erkennen. Bei dem PCR-Produkt mit dem
Alkin-2’-desoxycytidintriphosphat 49 war gar kein Edukt 50 mehr zu finden.
Bei den Alkin-Thymidinen zeigte sich überraschenderweise, dass unabhängig
vom Abstand des Alkins von der Base das „kurze“ Alkin 9 genauso gut reagier-
te (ca. 95 % Integration bei 310 nm) wie das Alkin am flexiblen „Linker“ 12. Dies
widerspricht den Ergebnissen an den kurzen Strängen. Dort waren Reaktionen
mit Oligomeren mit dem kurzen Alkin oft unvollständig. Allerdings wurden
diese Experimente immer am Einzelstrang durchgeführt. Vielleicht liegt der
Einzelstrang in einer verknäulten Konformation vor, welche eine bessere Re-
aktion verhindert. Dies könnte auch erklären, warum die Reaktion auch bei ei-
nem deutlichen Abstand der Alkine in d3 nicht vollständig gewesen ist. Das
PCR-Produkt liegt als Doppelstrang vor. Vielleicht ist dort das Alkin besser zu-
gänglich als im Einzelstrang.

Entsprechend wurde ein deutlich längeres PCR-Produkt (2000 Basenpaare)
mit dem 2’-Desoxycytidintriphosphat 49 hergestellt und wie oben beschrieben
umgesetzt und analysiert. Auch bei nun fast 900 Alkinen war nach enzymati-
schem Abbau kein Edukt 50 mehr nachweisbar (s. Abb. 8.5 in Abschnitt 8.9.12).

Die Versuche zeigten auch die Abhängigkeit der Reaktion von der Durch-
führung und den Reagenzien. So wurde in einigen Proben auch eine gerin-
ge Menge des Reaktionsprodukts der Alkine mit Benzylazid gefunden. Dies
war wahrscheinlich in kleinen Mengen noch als Verunreinigung im Kupferli-
gand 1 vorhanden. Wenn das DMSO mit Vakuum und erhöhten Temperaturen
vor dem Ausfällen entfernt wurde, kam es in geringem Umfang zur Oxidation

N

NH2

ON
O

OH

2

N
N

N

O

OH

HO

OH

OH

HO

HO

Abbildung 4.34: Vermutete Struktur eines Nebenprodukts der „Click“-
Reaktion.[44]

48



4.8. Alkine in Zellen

des Produkts. Das entstandene Nebenprodukt hat eine um genau ein Sauer-
stoffatom schwerere Masse und zeigt das zum normalen Produkt entsprechend
verschobene MS-MS-Spektrum. Da das UV-Spektrum identisch ist, wurde das
π-System der Base nicht verändert. Die Oxidation muss daher am Nukleosid
oder Triazol stattgefunden haben. Zuerst wurde eine Addition eines Hydroxy-
radikals an der 6-Position der Base vermutet.[171] Allerdings war in der Pro-
be das wichtigste Oxidationsprodukt von DNA, 8-Oxoguanosin nicht nachzu-
weisen. Daher wurde vermutlich das Triazol oxidiert (s. Abb. 4.34). Vielleicht
insertiert Sauerstoff in die Kupfer-Kohlenstoffbindung bei der Kupfer-Triazol-
Zwischenstufe. Dieses Nebenprodukt wurde auch schon in einer anderen Ver-
öffentlichung beschrieben.[44] Wahrscheinlich war die zunehmende Kupferkon-
zentration und damit die erhöhte Konzentration von Sauerstoffradikalen für
dieses Nebenprodukt verantwortlich (Für MS-MS-Spektrum s. Abb. 8.5 in Ab-
schnitt 8.9.12).

4.8. Alkine in Zellen
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Abbildung 4.35: Assay zur Untersuchung vom Einbau modifizierter Thymidi-
ne durch E.coli-Zellen.[174]

Neben der Anwendung von modifizierten Nukleosiden in der PCR wer-
den schon seit einiger Zeit 5-Brom- und 5-Iod-2’-desoxyuridine in lebenden
Organismen verwendet. Dazu werden Lösungen der modifizierten Nukleosi-
de zum Beispiel Mäusen injiziert und danach Proben, zum Beispiel der Ge-
hirnzellen präpariert. Diese werden dann mit fluoreszent markierten Antikör-
pern gegen 5-Brom- oder 5-Ioduracil angefärbt, um Stellen vermehrter DNA-
Syntheseaktivität nachzuweisen.[175] Die „Click“-Reaktion könnte die Verwen-
dung der Antikörper unnötig machen. Um zu untersuchen, ob die verschiede-
nen Monomere von E.coli-Zellen akzeptiert werden, wurden das „kurze“ Alkin
9 und die beiden flexibleren Alkine 10 und 12 zu E.coli-Zellen gegeben. Die
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

verwendeten Zellen stellen in großen Mengen ein Plasmid her. Wenn die modi-
fizierten Monomere akzeptiert werden, sollten sie sich in diesem Plasmid nach-
weisen lassen (s. Abb. 4.35).[174] Nach Zugabe wurden die Zellen über Nacht
kultiviert und danach das Plasmid extrahiert. Da die Probe noch große Mengen
an RNA und anderer DNA enthielt wurde sie durch Agarose-Gelelektrophorese
gereinigt und enzymatisch zu den Monomeren abgebaut. Dazu wurde die glei-
che Methode, wie im Falle der Alkin-DNA verwendet. Zum besseren Abbau
der zyklischen Plasmide wurde noch Dnase I zugegeben. Danach wurden die
Nukleoside per HPLC-MS analysiert.

Nur im Falle des kurzen Alkins 9 konnte das zugesetzte Monomer in den
Plasmiden aus den Zellen nachgewiesen werden. Abbildung 4.36 zeigt die
HPLC-Chromatogramme der Versuche mit normalem Thymidin und mit Mo-
nomer 9. Das Monomer ist durch die Absorption bei 310 nm leicht zu erken-
nen. Leider war bei der Durchführung des Versuchs die HPLC-Säule beschä-
digt, was zur Verdoppelung aller Signale führte. Wegen der Überlagerung war
keine Integration möglich.

Der Versuch zeigte jedoch, dass nur das Alkin 9 von den Zellen akzeptiert
wurde. Trotzdem ist der Anteil der modifizierten Base nicht sehr hoch. Studi-
en mit 5-Brom-2’-desoxyuracil zeigten für diese Methode einen Austausch von
ca. 25 % der Thymidine.[174] Auch wenn das Signal sehr schwach ist, könn-
te der Austausch in dem Assay bei 10-15 % liegen. Allerdings wurde das Ex-
periment nur zweimal durchgeführt. Ein besserer Austausch der Thymidin
lässt sich durch Inhibition der Thymidinsynthese durch Zugabe von 5-Fluor-
2’-desoxyuridin oder Verwendung von Thymidinsynthese-defizienten Bakteri-
enstämmen erreichen. Diese Versuche wurden nicht mehr durchgeführt.
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Abbildung 4.36: HPLC-Chromatogramm des enzymatischen Abbaus der auf-
gereinigten Plasmide mit (a) Thymidin und (b) Monomer 9. Das kleine Chro-
matogramm zeigt das Chromatogramm bei 310 nm.
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Abbildung 4.37: Festphasenbausteine für die Synthese terminaler Alkine: (a)
4-Pentin-1-ol-phosphoramidit (51) für terminalen Einbau (b) Glykol-Alkin-
Bausteine zum terminalen und internen Einbau (52, 53, 54)

Alle bisher vorgestellten Bausteine beruhen auf dem Grundgerüst der natür-
lichen Nukleoside und sind daher vor allem für die interne Modifikation von
DNA geeignet. Zur Erweiterung der „Click“-Chemie auf DNA-Stränge mit ter-
minalem Alkin, z.B. zum Aufbringen auf Oberflächen, wurden weitere Mono-
mere synthetisiert (s. Abb. 4.37). Phosphoramidit 51 wurde aus 4-Pentin-1-ol
erhalten.[176] Dieses Amidit ist zwar sehr leicht herzustellen, hat aber einige
Nachteile. So kann es bei Standardsynthesen nur als letztes Monomer, d.h. nur
am 5’-Ende des Stranges, eingebaut werden. Es eignet sich nur zur Synthese
von kurzen Strängen, da mit zunehmender Länge der DNA eine Trennung von
Abbruchsequenzen nicht mehr möglich ist.

Eine bessere Alternative zu 51 sind die Monomere auf Glykolbasis.[177] Diese
Monomere lassen sich einfach über die Öffnung des entsprechenden Epoxids
herstellen.2 Sie besitzen ebenso wie normale Bausteine eine abspaltbare DMT-
Gruppe und können daher überall im Strang und an beiden Enden eingebaut
werden. Die Synthese von langen Strängen ist ohne Schwierigkeit möglich, da
die Monomere die Synthese „DMT-on“ ermöglichen.

DNA Sequenz X =
d11 5’-XGGAATTAAG 51
d12 5’-XTTAATTGAATTCGATTTGGGCCGGATTTGTTTC 53
d13 5’-XGCGCTGTTCATTCGCG 53
d14 5’-XGCGCTGTTCATTCGCG-Fluo 54

Tabelle 4.3: Hergestellte Oligomere mit Alkinen am 5’-Ende. d12 dient auch als
PCR-Primer.

2Synthetisiert von G.A. Burley
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Mit den vorgestellten Monomeren wurden einige Stränge analog zu den bis-
her verwendeten Sequenzen hergestellt. Dabei wurde das gleiche Kupplungs-
protokoll wie bei den anderen Strängen verwendet, d.h. doppelte Kupplung
für die Modifikation. Alle Stränge wurden wenn möglich „DMT-on“ syntheti-
siert. Bei Einsatz des TMS-geschützten Monomers 52 kam es bei der Entschüt-
zung und Abspaltung der DNA mit Ammoniak auch zur Entschützung des Al-
kins. Für d14 wurde ein Fluoreszein-Träger verwendet. Die Sequenz d11 wurde
von Carsten Pieck zur photochemischen Erzeugung eines DNA-Schadens ver-
wendet. Nach der Synthese des Schadens ermöglicht die „Click“-Reaktion eine
Markierung des Strangs mit Fluoreszein. d12 kann als mit Alkinen modifizier-
ter Primer in der PCR verwendet werden. Die Stränge d13 und d14 besitzen
die gleiche Sequenz wie die anderen Alkinoligomere zur Untersuchung der
„Click“-Reaktion.
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Abbildung 4.38: „Click“-Reaktionen mit DNA mit terminalen Alkinen: (a)
MALDI-TOF-Analyse der Reaktion von Oligonukleotid d13 mit Cumarinazid
46 (b) Gele der Reaktion von PCR-Produkten mit dem Primer d12 von 300 und
900 Basenpaare Länge mit Fluoreszeinazid 45. Links: Fluoreszenzbild (Die hel-
le Bande ist ein Farbstoff im Auftragspuffer). Rechts: Das gleiche Gel angefärbt
mit SYBR Green.

Um die Reaktion der Alkine zu überprüfen wurden d13 und d12 in „Click“-
Reaktionen getestet (s. Abb. 4.38a). d13 wurde mit Cumarinazid 46 unter Stan-
dardbedingungen umgesetzt. Wie erwartet kam es zu vollständigem Umsatz
(M+ : 5025 → 5231), da keine Behinderung des Alkins zu erwarten war (s. Abb.
4.38a). Die anderen Massen im MALDI-Spektrum entstehen durch Depurinie-
rung der DNA im MALDI[178] (M-120) oder Anlagerung von Ionen von Na-
trium (M+22), Kalium (M+39) oder Kupfer (M+63). Analog zu den Versuchen
an PCR-Produkten mit wenigen Alkinen wurden mit dem Primer d12 PCR-
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4.9. Andere Monomere für terminale Alkine

Produkte mit 300 und 900 Basenpaare Länge hergestellt. Diese wurden mit
Fluoreszeinazid 45 umgesetzt (s. Abb. 4.38b). Wie auf dem Gel zu erkennen,
wird die DNA mit dem Alkin selektiv markiert. Die Kontrollreaktion mit na-
türlicher DNA zeigt keine Reaktion. Wie in den vorherigen Versuchen kommt
es zu keiner Schädigung der DNA durch die Reaktionsbedingungen.

4.9.1. Microcontact Printing (μCP) mit Alkin-DNA

Stempel mit
Alkin-DNA

Azid-Glas-
Oberfläche

Drucken Hybridisierung

Abbildung 4.39: Das Prinzip von microcontact printing mit Alkin DNA (Abbil-
dung von D. I. Rożkiewicz).[119]

Im Rahmen einer Kooperation mit der Gruppe um Prof. Reinhoudt an der
Universität von Twente wurde die Anwendung von Alkin-DNA in „Click“- Re-
aktionen auf Oberflächen untersucht. Die Gruppe verwendet microcontact prin-
ting (μCP) zum Aufbringen verschiedener Substanzen auf Oberflächen (s. Abb.
4.39). Bei diesem Verfahren wird mit einem Kunststoffstempel ein bestimmtes
Muster auf eine Oberfläche „gedruckt“. Durch die Fertigung des Stempels ist
die minimale Größe der erzeugten Muster im Bereich von Mikrometern. In
der ersten Durchführung diente das Verfahren zur Herstellung von leitfähi-
gen Strukturen auf Goldoberflächen.[179] In den neuen Varianten findet die Im-
mobilisierung durch Drucken auf ein reaktives self assembled monolayer (SAM)
statt. So reagieren zum Beispiel Amine auf einem Stempel mit Anhydriden[180]

oder Aldehyden auf der Oberfläche.[181, 182] Mit diesem Verfahren wurden auch
schon Aminosäuren und PNA[183] immobilisiert.

In einem neuen Ansatz beschreibt die Gruppe um Reinhoudt die Anwendung
der 1,3-dipolaren Cycloaddition zwischen Alkinen und Aziden im microcon-
tact printing.[119] Dabei wird ein mit Alkinen beladener Stempel auf eine Azid-

DNA Sequenz X =
d5 5’-GCGCTGTXCATTCGCG 12
d9 5’-TTAATTGAATTCGATTXGGGCCGGAXTTGTTTC 12
d14 5’-XGCGCTGTTCATTCGCG-Fluo 54

Tabelle 4.4: Zur Untersuchung von microcontact printing mit Alkin-DNA ver-
wendete Oligomere.
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

Oberfläche gedrückt (s. Abb. 4.39). Durch die hohe Konzentration der Reak-
tanden läuft die Reaktion ohne Kupferkatalyse ab. Für die Untersuchung ob
auch mit Alkinen modifizierte Oligonukleotide in diesem Verfahren verwendet
wurden, wurden verschiedene Stränge hergestellt. (s. Tabelle 4.4). Alle hier ge-
zeigten Experimente wurden von Dorota I. Rożkiewicz (Universität von Twente)
durchgeführt.

Abbildung 4.40: Gedruckte Muster mit d5 (links) und d9 (rechts) angefärbt mit
TOTO-1 (Abbildung von D. I. Rożkiewicz).

Für erste Versuche wurden die Oligomere d5 und d9 mit alkinmodifizier-
ten Thymidinen innerhalb des Strangs verwendet. Trotzdem zeigten gedruckte
Muster, welche mit dem Fluoreszenzfarbstoff TOTO-1 angefärbt wurden, eine
gleichmäßige Struktur (s. Abb. 4.40). Versuche, die DNA mit den entsprechen-
den Gegensträngen zu hybridisieren, schlugen allerdings fehl. Bei niedriger
Temperatur gelang nur die Hybridisierung von d5 mit einem zur einen Hälf-
te der Sequenz komplementären kürzeren Strang.[184] Da sich die Alkine in der
Mitte der Stränge befinden, müsste sich der Doppelstrang bei Hybridisierung
der vollen Länge parallel zur Oberfläche bilden. Dort ist wahrscheinlich ein-
fach zu wenig Platz für den deutlich steiferen Doppelstrang. Bei Bindung des
kürzeren Strangs kann sich der Doppelstrang senkrecht zur Oberfläche ausrich-
ten. Diese These wird von den Ergebnissen des endmodifizierten Strangs d14

unterstützt. Nach dem Drucken war erneut ein sehr regelmäßiges Muster zu
erkennen (s. Abb. 4.41). Mit diesem Strang gelang aber die Hybridisierung mit
einem mit Cy5-markierten Gegenstrang ohne Probleme. Wahrscheinlich steht
der Strang senkrecht auf der Oberfläche und ist so für den Gegenstrang einfa-
cher zugänglich und der Doppelstrang kann sich ohne Behinderung ausbilden.
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4.10. Ausblick

Hybridisierung

Abbildung 4.41: Fluoreszenzbild von d14 (links) und hybridisiert mit dem
Cy5-markierten Gegenstrang (rechts). Ein Kreis hat einen Durchmesser von
5 μm (Abbildung von D. I. Rożkiewicz).

Die Ergebnisse zeigen, dass microcontact printing mit „Click“-Chemie auch
zur Immobilisierung von DNA auf Oberflächen verwendet werden kann. Mit
einem terminalen Alkin mit hoher Flexibilität kann DNA so aufgebracht wer-
den, dass sie für weitere Anwendungen, wie Hybridisierung mit Gegensträn-
gen, zur Verfügung steht. Diese Technik könnte bei der Fabrikation von Mi-
croarrays und DNA-Chips eine wichtige Rolle spielen.

4.10. Ausblick

Die Ergebnisse zeigen, wie such mit Hilfe eines stabilisierenden Liganden die
„Click“-Chemie sehr gut auf das biologische System DNA übertragen lässt. Die
Reaktion funktioniert mit einer Vielzahl von Aziden und mit durchgehend ho-
her Ausbeute. Nur bei speziellen Aziden, vor allem wenn das Azid kein Al-
kylazid ist (z.B. Farbstoff 48), kann eine verlängerte Reaktionszeit erforderlich
sein. Durch die stabilisierenden Liganden kommt es zu keiner Schädigung der
DNA.

Der einfache Einbau der Monomere über die feste Phase eröffnet und über
PCR eröffnet viele Möglichkeiten zur effizienten, postsynthetischen Modifikati-
on von DNA. In Kombination mit der „Click-Click“-Variante mit silylgeschütz-
ten Alkinen sollte auch die sequentielle Anwendung an DNA möglich sein. Die
Reaktion eignet sich zur Funktionalisierung in sehr hoher Dichte, wie die quan-
titative Umsetzung von fast 900 Alkinen an dem 2000 Basenpaare langen PCR
Produkt zeigt.

Die bisher gemachten Erfahrungen zeigen, dass die Reaktion eine robuste
und zuverlässige Methode zur Funktionalisierung von DNA, sowohl an kur-
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4. 1,3-Dipolare Cycloaddition an DNA („Click“-Chemie)

zen wie auch an langen Strängen ist. Die einfache Herstellung der Azide und
die Orthogonalität zu anderen funktionellen Gruppen sind weitere Vorteile. Al-
lerdings gibt es auch noch viele Verbesserungsmöglichkeiten. So wäre eine he-
terogene Reaktion, entweder mit der DNA oder dem Kupfer am festen Träger
deutlich einfacher zu handhaben. Besser wasserlösliche Kupferliganden könn-
ten den DMSO-Anteil in der Reaktion reduzieren und so die Aufarbeitung wei-
ter erleichtern.

Trotzdem stellt die „Click“-Reaktion schon in ihrer jetzigen Durchführung
eine sehr gute und effiziente Methode zur Funktionalisierung von DNA dar.
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5. Polymerase Kettenreaktion mit
modifizierten Triphosphaten

5.1. Einleitung
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Abbildung 5.1: Das Prinzip der Polymerase Kettenreaktion (PCR) mit modifi-
zierten Triphosphaten.

Zur Einführung einer Modifikation über die Polymerase Kettenreaktion
(PCR) wird ein natürliches Triphosphat durch ein modifiziertes Triphosphat
ersetzt oder das modifizierte der Mischung der natürlichen Triphosphate an-
teilig zugesetzt (s. Abb. 5.1). Bei vollständiger Substitution enthält das PCR-
Produkt an Stelle der natürlichen Base immer die Modifikation (Außer im Be-
reich der Primer, welche natürlich auch in das PCR-Produkt eingebaut wer-
den.). Dabei ist es eigentlich verwunderlich, dass Polymerasen die modifizier-
ten Basen überhaupt akzeptieren. Sie sind in der Lage, entsprechend der Se-
quenz des Templats mit extrem hoher Genauigkeit nur das jeweils komplemen-
täre Triphosphat zu erkennen und einzubauen. So macht zum Beispiel die Taq-
Polymerase pro 10.000 prozessierter Basen nur etwas mehr als einen Fehler[185]

und gehört damit noch zu den schlechteren Polymerasen, die in der PCR ein-
gesetzt werden.[186] Die genauen Grundlagen für die Erkennung des korrek-
ten Substrates sind noch nicht vollständig geklärt. Untersuchungen mit Nu-
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kleobasen, welche keine Wasserstoffbrücken ausbilden können, zeigten, dass
der sterische Anspruch der Base eines der Hauptkriterien für die Erkennung
ist.[12, 187–191] Neben der Erkennung werden unterschiedliche Modelle disku-
tiert, auf welche Weise die Substraterkennung oder Substratbindung die Ge-
schwindigkeit des Transfers des Triphosphats auf den entstehenden Doppel-
strang beeinflusst.[192–194]

Die Verwendung von modifizierten Triphosphaten in der PCR stellt an die
Polymerase gleich mehrere Anforderungen. So muss das Triphosphat nicht nur
korrekt erkannt und eingebaut werden, sondern auch mehrere Modifikationen
hintereinander dürfen nicht zur Verlangsamung oder zum Abbruch führen. Zu-
sätzlich muss das Enzym in der Lage sein, die modifizierte DNA als Templat zu
erkennen und korrekt abzulesen. Nur wenn diese grundlegenden Kriterien er-
füllt werden, ist eine PCR mit einem unnatürlichen Triphosphat möglich. Dafür
kann es nötig sein, die PCR bei sehr hohen Temperaturen oder mit sehr lan-
gen Zykluszeiten durchzuführen. Für solche Bedingungen werden besonders
hitzestabile (thermophile) Polymerasen benötigt.

5.1.1. Thermophile Polymerasen

Mit der Etablierung der PCR setzte eine starke Forschungstätigkeit in Richtung
neuer thermophiler Polymerasen ein. Stammte die erste thermophile Polyme-
rase noch aus dem Bakterium Thermus aquaticus,[195] so konzentrierte sich die
spätere Suche auf Archäen, welche in heißen vulkanischen Gebieten meistens
am Meeresboden leben. Solche Organismen leben unter extremen Bedingun-
gen bei Temperaturen von über 80 ◦C. So stammt auch die Bezeichnung Vent-
Polymerase von der Fundstelle, einer unterseeischen heißen Quelle (engl. vent)
im Golf von Neapel. Tabelle 5.1 gibt einen kurzen Überblick über kommerziell
erhältliche thermostabile Polymerasen. Allerdings bieten alle Hersteller auch
noch eigene Varianten und andere Arten an.

DNA-Polymerasen kommen in allen drei Großreichen (Prokaryonten, Euka-
ryonten und Archäen) vor. Sie werden nach mehreren Homologiekriterien in
Familien eingeteilt.[209–211] Die meisten Polymerasen für PCR stammen aus der
Familie B. Polymerasen aus dieser Familie besitzen 3’-5’-Exonuklease-Aktivität,
d.h. sie sind in der Lage, Fehler durch ein falsch eingebautes Triphosphat zu
korrigieren. Die Bezeichnung exo− bedeutet, dass bei dieser Mutante diese Ak-
tivität fehlt. Von den meisten Polymerasen ist eine solche Mutation erhältlich.
KOD wird auch als „KOD XL“ einer Mischung aus der normalen Polymerase
und der exo−-Mutante angeboten. Außerdem können Familie B Polymerasen
Fehler im Templat erkennen.[212] Aufgrund ihrer hohen Genauigkeit werden
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Bezeichnung Organismus Familie Kristallstruktur
Taq Thermus aquaticus[195] A [196]

Pwo Pyrococcus woesei[197] B
KOD Pyrococcus kodakaraensis[198] B [199, 200]

Vent Thermococcus litoralis[201, 202] B
Vent exo− Thermococcus litoralis[203] B
Deep Vent Pyrococcus Strain GB-D[204] B
Tgo Thermococcus gorgonarius[205] B [206]

Pfu Pyrococcus furiosus[207] B

Tabelle 5.1: Verschiedene thermophile Polymerasen (Pfu ist sequenzgleich mit
Pwo[208]).

diese Polymerasen für das Vervielfältigen von DNA zum Klonieren oder Se-
quenzieren verwendet.

Obwohl sie zur gleichen Familie gehören, können sich die Polymerasen deut-
lich voneinander unterscheiden. In Tabelle 5.2 sind einige wichtige Eigenschaf-
ten aufgeführt. So ist die Hitzestabilität ein wichtiges Kriterium, wenn bei
schwierigen und hochschmelzenden Templaten eine längere und heißere De-
naturierung benötigt wird. Es ist deutlich zu sehen, welchen Fortschritt die
„neuen“ Polymerasen im Vergleich zur Taq-Polymerase darstellen. Besonders
eindrucksvoll ist die enorme Geschwindigkeit der KOD-Polymerase. Sie ist in
der Lage bei doppelter Geschwindigkeit eine wesentlich höhere Genauigkeit als
die Taq-Polymerase zu erreichen.

Ein anderer Weg wurde vor kurzem mit den ersten thermophilen Mutanten
einer Polymerase der Y-Familie eingeschlagen. Diese Polymerasen sind in der
Lage Schäden an DNA zu überlesen. In Kombination mit Taq-Polymerase ge-
lang es, ein durch UV-Bestrahlung stark geschädigtes DNA-Templat zu ampli-
fizieren.[213]

KOD Pfu Deep Vent Taq
Hitzestabilität 95 ◦C, 12 h; 95 ◦C, 6 h; 95 ◦C, 13.5 h; 95 ◦C, 1.6 h
(T1/2) 100 ◦C, 3.0 h 100 ◦C, 2.9 h 100 ◦C, 3.4 h
3’-5’-Exo-
nukleaseaktivität

+ + + -

Genauigkeit 3.5 x 10−3 3.9 x 10−3 - 1.3 x 10−2

Geschwindigkeit
(Basen/s)

106-138 25 23 61

Tabelle 5.2: Eigenschaften verschiedener Polymerasen.[198]
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5.1.2. Quantitative PCR (qPCR)
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Abbildung 5.2: Typischer Verlauf einer qPCR in (a) linearer und (b) logarith-
mischer Auftragung (F: Fluoreszenzintensität, ct: cycle threshold).

Schon kurz nach Etablierung der PCR wurde zum ersten Mal durch Zugabe
von Ethidiumbromid der Verlauf einer PCR in Echtzeit verfolgt.[214] Ethidium-
bromid fluoresziert, wenn es in DNA-Doppelstränge interkaliert. Je mehr DNA
im Laufe der PCR gebildet wurde, desto stärker war die Fluoreszenz. Weite-
re Untersuchungen stellten einen Zusammenhang zwischen der eingesetzten
Templatmenge und dem Beginn der exponentiellen Phase der PCR her.[215] We-
gen der direkten Beobachtung des Reaktionsverlaufs wird die Methode auch als
„real-time“-PCR (RT-PCR) bezeichnet. Um Verwechslungen mit der PCR nach
reverser Transkription (RNA zu DNA) zu vermeiden wurde die Bezeichnung
„quantitative“ PCR (qPCR) eingeführt. Abbildung 5.2a zeigt den typischen Ver-
lauf eines qPCR-Experiments. In den ersten Zyklen der PCR ist noch keine
Zunahme des Produkts messbar. Erst beim Erreichen der exponentiellen Pha-
se steigt das Fluoreszenzsignal innerhalb weniger Zyklen stark an. Dabei sind
nur zu Beginn des starken Anstiegs ideale Amplifikationsbedingungen gege-
ben. Später nimmt die Effizienz der PCR durch Hemmung durch Pyrophosphat,
Denaturierung der Polymerase oder Abnahme der Triphosphatkonzentration
stark ab und die Reaktion erreicht ihren Endpunkt (Plateau). Die nicht linear
zunehmende Hemmung ist dafür verantwortlich, dass die Höhe des Plateaus
nicht mit der vorher vorhandenen Menge an Templat korreliert.[216]

Bei der Quantifizierung mit Hilfe von qPCR wird nicht die Höhe des Plateaus
betrachtet, sondern der Zeitpunkt an dem das Fluoreszenzsignal einen festge-
legten Schwellenwert überschreitet. Dieser Punkt wird als ct-Wert (cycle thres-
hold) bezeichnet. Er wird aus der logarithmischen Auftragung der Fluoreszenz
bestimmt (s. Abb. 5.2b). Unter idealen PCR-Bedingungen steigt die Fluoreszenz
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5.1. Einleitung

exponentiell an, d. h. linear in logarithmischer Auftragung. Im Beispiel ist das
nur von Zyklus 10 bis 16 der Fall. In der linearen Auftragung ist das gerade der
Beginn des Anstiegs der Fluoreszenz. Aus der Steigung der Geraden lässt sich
die Effizienz der PCR bestimmen.[217, 218]

Da der ct-Wert im exponentiellen Bereich der PCR bestimmt wird, korreliert
er direkt mit der eingesetzten Menge an Templat. Durch Messen einer Standard-
kurve mit bekannten Templatmengen kann eine unbekannte Probe durch Ver-
gleich der ct-Werte quantifiziert werden (absolute Quantifizierung). Alternativ
kann auch durch parallele oder gleichzeitige PCR gegen ein zweites Templat
(housekeeping gene) in der gleichen Probe relativ quantifiziert werden (relative
Quantifizierung). Dadurch lässt sich Genexpression relativ zueinander feststel-
len und im Bereich von mehreren Zehnerpotenzen akkurat bestimmen. Diese
Bandbreite, die einfache Automatisierung, die hohe Kontaminierungssicherheit
(alles findet in einem geschlossenen Reaktionsgefäß statt) haben dazu beigetra-
gen, dass die qPCR zu einer der wichtigsten modernen Diagnostikmethoden
geworden ist.[219]
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Abbildung 5.3: (a) Prinzip der qPCR mit einem DNA bindenden Fluoreszenz-
farbstoff; (b) Fluoreszenzschmelzkurve nach einer PCR mit SYBR Green in
Pwo-Puffer.

Die verschiedenen qPCR-Methoden unterscheiden sich im wesentlichen nur
in der Generierung des Fluoreszenzsignals.[219–222] Die in der Arbeit verwen-
dete Zugabe eines Interkalators wie SYBR Green[223, 224] (s. Abb. 5.3a) ist nur
eine von vielen Methoden, ein von der DNA-Menge abhängiges Fluoreszenzsi-
gnal zu generieren. Zur Untersuchung der PCR mit modifizierten Triphospha-
ten wurde die qPCR allerdings nicht zur Quantifizierung, sondern zur qualita-
tiven Kontrolle der PCR genutzt. Dadurch ist direkt sichtbar, ob bei der Zugabe
von Additiven oder bei unterschiedlichen Temperaturen, die Reaktion erfolg-
reich ist. Bei der Verwendung von SYBR Green ist es außerdem möglich, eine
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

Fluoreszenzschmelzkurve der Reaktion zu messen (s. Abb. 5.3b). Der Schmelz-
punkt des PCR-Produkts zeigt den Einfluss der Modifikation auf die Stabilität
der DNA. Kurze unspezifische Nebenprodukte sind normalerweise an deutlich
niedrigeren Schmelzpunkten zu erkennen. Dies kann bei der Entwicklung von
PCR-Programmen sehr hilfreich sein.

5.2. Primerverlängerung (primer extension)

Primer

Templat

dNTPs

verlängerter Primer

GelFl
Fl

P

Abbildung 5.4: Das Prinzip der Primerverlängerung bei Einbau modifizierter
Triphosphate (dNTPs).

Um zu prüfen, wie gut ein Triphosphat von einer Polymerase akzeptiert wird,
sind Primerverlängungsversuche sehr wichtig. Dabei wird der Beginn einer
PCR, die Verlängerung des Primers um wenige Basen untersucht (primer ex-
tension). Ein fluoreszent markierter Primer wird mit einem Templatstrang hy-
bridisiert und durch Zugabe der Triphosphate und der Polymerase wird die
Verlängerung gestartet. Nach der Reaktion werden die verlängerten Primer auf
einem Polyacrylamid-Gel aufgetrennt (s. Abb. 5.4). Wenn die Polymerase wäh-
rend der Verlängerung des Templats abbricht, sind auf dem Gel kürzere Ab-
bruchsequenzen zu erkennen. Durch Wahl der Sequenz des Templats lässt sich
der Einbau mehrerer Modifikationen hintereinander überprüfen. Wird ein mo-
difiziertes Templat eingesetzt, kann das Ablesen dieser DNA durch die Poly-
merase untersucht werden. Ebenso ist es möglich bei entsprechender Varia-
tion in der Versuchsdurchführung die kinetischen Parameter des Einbaus zu
bestimmen.[225] Primerverlängerungsreaktionen erlauben es, mehrere Polyme-
rasen miteinander zu vergleichen und geben deutlich mehr Information über
Akzeptanz eines Triphosphats als eine PCR.
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5.3. Einbau modifizierter Basen

5.3.1. Bisherige Arbeiten
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Abbildung 5.5: (a) Erstes mit Polymerasen verwendetes 5-Quecksilber-
dUTP[226] (b) Biotin-dUTP von Langer et al..[227]

Schon vor der Entwicklung der PCR wurde untersucht, ob modifizier-
te Triphosphate Substrate für Polymerasen sind. 1973 verwendeten Dale et
al. 5-Quecksilber-dUTP, dCTP und 7-dN-dATP1 als Substrat für eine DNA-
Polymerase (Klenow-Fragment) in einer Primerverlängerung.[226] Einige Jahre
später untersuchte die Gruppe um Sági und Ötvös 5-Alkyl-, 5-Alkenyl- und
5-Alkinyl-dUTPs.[228–231] Die erste DNA mit einem detektierbaren Label wurde
von Langer et al. durch vollständigen Austausch von TTP durch ein Biotin-dUTP
hergestellt (s. Abb. 5.5b).[227] Inzwischen werden in vielen biochemischen Tech-
niken modifizierte Triphosphate zugesetzt (z. B. fluorescent in situ hybridization
(FISH),[232, 233] Microarrays[234–236]), meistens um detektierbare Markierungen,
wie Biotin oder Farbstoffe einzuführen. Fluoreszente Triphosphate werden in
der Didesoxysequenzierung mit direkter Fluoreszenzdetektion eingesetzt.[237]
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Abbildung 5.6: (a) Erstes für Aptamere verwendete modifizierte Thymidin[238]

(b) Histidin-dUTP für ein RNA schneidendes DNA-Enzym.[239]

12’-Desoxytriphosphate werden üblicherweise dXTP abgekürzt, wobei X für den Buchstaben
der jeweiligen Nukleobase steht (Ausnahme Thymidintriphosphat: TTP); modifizierte Thy-
midine werden entsprechend als modifizierte 2’-Desoxyuridine dUTPs bezeichnet.
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Eine weitere wichtige Anwendung von Modifikationen in der PCR ist die Er-
weiterung der Funktion von DNA-Aptameren. Das sind kurze DNA-Stränge,
welche sequenzbedingt eine spezielle Struktur ausbilden können, um andere
Moleküle zu binden oder um Reaktionen zu katalysieren.[1, 240–242] Der Einbau
von neuen funktionellen Gruppen, welche die Eigenschaften von DNA erwei-
tern, war und ist eines der Forschungsgebiete für modifizierte Triphosphate.
So wurde 1-Pentinyl-dUTP zur Selektion eines Thrombin-bindenden Aptamers
eingesetzt (s. Abb. 5.6a).[238] Seither wurden RNA- und DNA-Aptamere mit
Histidinen (s. Abb. 5.6b),[239, 243] Pyridinen[244] oder Aminen[245, 246] syntheti-
siert. Zum Finden der Sequenz der Aptamere wird häufig die SELEX-Methode
verwendet (systematic evolution of ligands by exponential enrichment).[241] Dabei
werden DNA-Bibliotheken mit tausenden von Sequenzen in mehreren Runden
gegen ein Zielmolekül selektioniert. Bei jedem Zyklus werden die gefundenen
Oligonukleotide per PCR amplifiziert. Bei der Verwendung von unnatürlichen
Triphosphaten müssen diese in der PCR eingesetzt werden. Daher gibt es eine
ganze Reihe von Arbeiten, in denen die Toleranz verschiedener Polymerasen
gegenüber verschiedenen funktionellen Gruppen untersucht wurde.[247–260]

Sehr vielfältig sind die Möglichkeiten zum Einbau von fluoreszenten Triphos-
phaten zur Detektion von DNA. Bei den meisten Markierungstechniken wird
einer PCR Aminoallyl-dUTP anteilig zugesetzt. Die freien Aminogruppen wer-
den nach der PCR mit Aktivestern der Fluoreszenzfarbstoffe umgesetzt.[235] Ein
direkter Einbau des Farbstoffes würde diesen Schritt unnötig machen. Zu der
Problematik des Einbaus gibt es eine ganze Reihe von Arbeiten.[232, 233, 261–267]

Dabei wurde vor allem festgestellt, dass der konsekutive Einbau große Proble-
me bereiten kann[261] und dass die hergestellte hochmodifizierte DNA vielleicht
sogar nicht in B-Form, sondern in Z-Form vorliegt.[264, 268]

Der Einbau fluoreszenter Triphosphate und damit die Fluoreszenzmarkie-
rung von jeder DNA-Base kann nicht nur zur Detektion verwendet wer-
den.[269–271] Durch den gesteuerten Abbau der DNA könnte es möglich sein,
die DNA zu sequenzieren. Bei ausreichender Empfindlichkeit kann vielleicht
die Sequenz eines einzelnen DNA-Strangs bestimmt werden.[263, 264, 268, 272–276]

Neben der Verwendung zur Herstellung von Aptameren oder Sequenzierung
gibt es noch weitere Anwendungen. So wird 7-Desaza-dGTP bei der Ampli-
fizierung von sehr GC-reichen Sequenzen eingesetzt, um den Schmelzpunkt
der DNA zu senken. Der Austausch beider Purin-Basen durch ihre Desaza-
Derivate machte die DNA resistenter gegenüber säurekatalysierten Depurinie-
rungen.[277] Dies verringerte die Fragmentierung von PCR-Produkten in Mas-
senspektrometern. Auch der Ersatz der anderen DNA-Basen durch destabili-
sierende Varianten ermöglichte die Hybridisierung von Antisense-Oligomeren
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an DNA mit sehr starker Sekundärstruktur.[278] Zur Detektion von Einzelba-
senmutationen wurden Nitro- und Hydroxyderivate der Basen, welche durch
Oxidation Strangbrüche erzeugen, in der PCR eingesetzt.[279]

Neben dem Austausch einer DNA-Base gegen eine modifizierte Variante
wurde auch versucht, das DNA-Alphabet um eine neues Basenpaar zu erwei-
tern.[280–285] Erst vor kurzem gelang die Amplifikation eines neuen Basenpaares
mit anschließender Transkription in RNA (s. Abb. 5.7).[280] Die Struktur der mo-
difizierten Basen zeigt, dass die Wasserstoffbrücken der Nukleobasen bei der
Substraterkennung der Polymerasen keine große Rolle spielen können.

Die Positionierung von Modifikationen an DNA wurde bereits in Kapitel 3
behandelt. Daher soll hier nur eine kurze Übersicht über deren Einfluss auf die
enzymatische Inkorporation gegeben werden. Tabelle 5.3 gibt einen Überblick
über die eingesetzten Monomere, Polymerasen und Template. Dabei wurden
vor allem Arbeiten ausgesucht, welche wirklich eine PCR durchführen und die
modifizierten Triphosphate nicht nur anteilig zusetzen. Allerdings ist wegen
der Vielzahl an Anwendungen im Bereich der Biochemie und Medizin ein voll-
ständiger Überblick nicht möglich. In einigen Arbeiten wird keine PCR durch-
geführt, sondern nur eine Primerverlängerungsreaktion. Diese werden aufge-
führt, wenn das verlängerte Templat besonders lang ist, oder wenn mehr als
ein Triphosphat substituiert wurde. Vor allem in älteren Arbeiten wurde die
Taq-Polymerase eingesetzt. Neuere Untersuchungen verwenden meistens Pwo
oder KOD. Einige Arbeiten verwenden Techniken, um sehr lange einzelsträn-
gige DNA mit wiederholender Sequenz herzustellen. So wird bei der rolling
circle amplification (RCA) ein zyklisches Templat immer wieder „im Kreis“ ab-
gelesen.[271] Eine andere Arbeit setzt eine Telomerase ein.[290] Diese Enzyme
stellen sehr lange DNA mit repetitiver Sequenz mit Hilfe eines eigenen RNA-
Primers her. Die meisten Untersuchungen mit Templaten mit einer Länge unter
200 Basenpaare sind Untersuchungen zu Aptameren. Die Arbeit mit der MTaq-
Polymerase nutzt eine mutierte Variante der Taq-Polymerase.[289] Damit gelang
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Abbildung 5.7: Erweiterung des genetischen Alphabets durch ein neues Ba-
senpaar (Pa:Ds).[280]
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dNTPs Länge Polymerase Quelle

7-Desaza-dGTP (prim. ext.) 501 Taq [286]

1-Pentinyl-dUTP 60 Vent exo− [238]

Cy3-dUTP 50 Taq [261]

Z-Alken-Amin-dUTP 519 Taq, rTh [247]

Propinyl-Amin-dUTP 80 Vent [245]

Alken-Amid-dUTP 124 Taq [287]

Rhodamin-dUTP 217 Tgo exo− [273]

Alkin-, Alken-, Alkan-dUTP 62 - 224 Taq [248]

Amid-dUTP 108 KOD [249]

NO2-dATP,OH-dCTP,NO2-
dGTP,OH-dUTP

80 Taq [279]

Thiol-dUTP 94 Familie A + B Vergleich [250]

Amid-dUTP, Fluoreszein-dUTP 108 KOD [262]

Amin-dUTP,Amin-dCTP
Propinyl-dUTP, Propinyl-dCTP

108 Taq, Tth, Thermo Sequen-
ase, Pwo Pfu, Vent exo−,
Deep Vent exo−

[251]

Methylester-dUTP; 108 KOD, Pwo, Vent exo− [252]

MD-dATP 50 KOD, Bst, M-MulV, SS II,
Deep Vent

[288]

NH2-, SH-dCTP 94 Vent exo− [253]

Rho,Biotin-dUTP; Fluo-dATP 400, 2.5k MTaq [289]

Amin-dUTP 108 KOD [246]

Amin-dUTP – Telomerase [290]

dUTP-amid; 108 KOD [254, 255]

dUTP-amid; dCTP-amid 108, 110 KOD [260]

vollständige Substitution von zwei dNTPs

7dNdATP + 7dNdGTP 99, 200 Pfu exo− [277]

dUTP + dATP 50 Vent exo− (linear Ampl.) [291]

dUTP + dATP 98 Taq [256]

dCTP + dUTP (prim. ext.) 2.7k Klenow exo− [264]

dUTP + (dATP, dCTP) (prim. ext.) 900 Taq, Vent exo− [272]

Cy3-dCTP + Cy3-dUTP RCA Phi29 [271]

vollständige Substitution von allen dNTPs

Alle (prim. ext.) 80 Pwo (mit nat. dNTPs) [257]

Alle (prim. ext.) 300 Taq, Vent exo− [266]

Alle (prim. ext.) RCA Sequenase [278]

Alle 80 Pwo [258]

Alle 80 Pwo, Vent [259]

Tabelle 5.3: Übersicht über PCR mit modifizierten Triphosphaten (RCA: rolling
circle amplification, prim. ext.: Primerverlängerungsreaktion).
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5.3. Einbau modifizierter Basen

es ein 2500 Basenpaare langes PCR-Produkt mit einem Fluoreszein-dATP zu
amplifizieren. Dies ist das längste publizierte PCR-Produkt mit vollständigem
Austausch eines Triphosphats.

Schon sehr früh wurden modifizierte Thymidine in Primerverlängerungsre-
aktionen eingesetzt.[228–231] Dabei wurde festgestellt, dass der Einbau durch die
Klenow-Polymerase mit der Länge und der Struktur des Restes zusammen-
hängt. Bei den Versuchen wurde vor allem die erste Bindung an der 5-Position
variiert. Diesen Studien zufolge nimmt die Akzeptanz des Triphosphates mit
zunehmender Sättigung ab (Alkin > E-Alken > Z-Alken > Alkyl). Außerdem
wurde die Polymerisation schlechter, je länger die Alkyl-Kette war. Zu ähnli-
chen Ergebnissen kamen auch die Untersuchungen von Lee et al. für thermosta-
bile Polymerasen.[248] Es gibt nur wenige Beispiele für den Einbau von gesättig-
ten Modifikationen an Thymidinen. Der Vergleich zeigt (s. Abb. 5.8), dass sich
immer ein Heteroatom relativ nahe an der Base befindet.
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Abbildung 5.8: In der PCR eingesetzte dUTPs mit gesättigtem Kohlenstoff in
C5-α-Position (a) von Famulok[259] (b) von Sawai[246, 249, 252, 254, 255, 262, 292] (c) von
Sawai.[251, 260]

Obwohl modifizierte Cytidine synthetisch ähnlich einfach herzustellen sind
wie die entsprechenden Thymidine, gibt es nur relativ wenige Arbeiten. Meis-
tens wird ebenso ein Alkin-Linker verwendet (s. Abb. 5.9).[253, 257–259] Sawai ver-
wendet eine ähnliche Struktur wie bei den Thymidinen mit einem gesättigten
Kohlenstoff in C5-α-Position.[251, 260] Versuche mit einem dCTP mit der Modifi-
kation an der Amino-Gruppe zeigten, dass solche Substrate nur schlecht einge-
baut werden.[272]

Bei den Purinbasen gibt es zwei Beispiele für den Einbau eines an 8-
Position modifizierten dATPs (s. Abb. 5.10a).[272, 291] Meistens werden die 7-
Desazapurine verwendet. Untersuchungen bezüglich des Linkers zeigten er-
staunlicherweise, dass die Sättigung des Linkers keinen großen Einfluss auf die
Inkorporation hat.[256] In den meisten Fällen wird ein Alkin-Linker verwendet,
weil die meisten Monomere über eine Sonogashira-Kupplung synthetisiert wer-
den. Interessant ist das von Famulok verwendete 7dN-dGTP (s. Abb. 5.10c). Ob-
wohl es sehr unpolar ist, wurde es in PCR-Experimenten von der Polymerase
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten
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Abbildung 5.9: In der PCR eingesetzte dCTPs (a) von Sawai[251, 255] (b) von Fa-
mulok[259] (c) von Benner.[253]

Pwo akzeptiert und eingebaut (wenn auch nur unter Zusatz einer ganzen Rei-
he von Additiven). Bei Austausch von allen vier Nukleosiden kam es allerdings
bei GC-reichen Sequenzen zum Verlust der Sequenzinformation.
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Abbildung 5.10: In der PCR eingesetztes (a) 8-modifiziertes dATP[291] (b) mo-
difiziertes 7dN-dATP[259] (c) modifiziertes 7dN-dGTP.[259]

Die bisher vorgestellten Arbeiten zeigen, dass die Einführung von Modifika-
tionen über Substitution eines Triphosphates durchaus möglich ist. Da die zur
„Click“-Reaktion benötigten Alkine und Azide sterisch wenig anspruchsvolle
Reste darstellen, sollten sie von den Polymerasen gut akzeptiert werden. Im
Folgenden soll auf Primerverlängerungsreaktionen und die PCR-Bedingungen
für diese Monomere eingegangen werden. Außerdem wird der Einfluss der Mo-
difikationen auf die Stabilität und die biochemischen Eigenschaften der DNA
untersucht.
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5.4. Primerverlängerung mit Alkin- und Azidtriphosphaten

5.4. Primerverlängerung mit Alkin- und
Azidtriphosphaten

Strang
P CATGGGCCAAGCTTCTTCGG-Fluo-5’
T1 TCGTCAGTCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’
T2 TCGTAAGTCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’
T3 CACAAAGACATCGTAATGCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’

Tabelle 5.4: Die zur Primerverlängerung verwendeten Sequenzen. A zeigt die
Position des Einbaus eines modifizierten dUTPs.

Als erster Test wurden mit jedem Triphosphat Primerverlängungsversuche
durchgeführt. Dafür wurde ein von Held et al.[250] entwickelter Assay zur Über-
prüfung des multiplen Einbaus verwendet (s. Tab. 5.4). Die verwendeten Se-
quenzen enthalten an unterschiedlichen Positionen Adenosine, an denen die
modifizierten Thymidine eingebaut werden. Mit nur einer Modifikation stellt
Templat T1 die einfachste Übung für die Polymerase dar. In Templat T2 müssen
schon zwei Modifikationen hintereinander eingebaut werden. Am schwersten
ist T3 mit einem doppelten und einem dreifachen Einbau der Modifikation.
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Abbildung 5.11: Primer extension mit verschiedenen Triphosphaten (Primer
750 nM; Template 900 nM; c(dNTP) 200 μM; 1U Pwo; 1 h (25 10 Min.); 72 ◦C )
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

Abbildung 5.11 zeigt neben den Strukturen der Triphosphate ein typisches
Gel von Versuchen mit der Polymerase Pwo. Je länger das Produkt desto lang-
samer ist es im Gel. Das normale Thymidin, das kurze Alkin 21 und das Alkin
22 werden sehr gut eingebaut. Bei dem Azid-Triphosphat 25 ist zu erkennen,
dass der einfache und doppelte Einbau in T1 und T2 zwar erfolgreich ist, aber
ein deutlicher Abbruch an der Position der Modifikationen und danach auftritt.
Bei T3 stoppt der Einbau dann auch vor dem Dreifacheinbau. Noch sehr viel
schlechter wird das Triphosphat mit der gesättigten Alkylkette 24 akzeptiert.
Nur bei T1 ist neben Abbruch bei der ersten Modifikation eine kleine Menge
Produkt zu erkennen. Diese Versuche wurden mit verschiedenen Kombinatio-
nen von Polymerasen und Triphosphaten durchgeführt. Die Reaktionszeit wur-
de in späteren Versuchen auf 10 Minuten verkürzt, um die Bedingungen wäh-
rend einer PCR nachzustellen.

Triphosphat Pwo Vent exo−/ KOD XL Taq
Deep Vent exo−

21 + + + +
22 + + + +
24 - - - -
25 - - - -

Tabelle 5.5: Ergebnisse der Primerverlängerungsreaktionen für die verschie-
denen Triphosphate. (+: guter Einbau; -: Probleme bei allen Templaten); Die
Vent-Polymerasen zeigten identisches Verhalten für alle Triphosphate.

Die Tabelle 5.5 fasst die Ergebnisse der Versuche zusammen. Von den vier
Triphosphaten ist keine Polymerase in der Lage die Thymidine mit der gesät-
tigten Bindung wie 24 neben der Base einzubauen. In keinem Fall konnte ein
Produkt mit dem Templat T3 erhalten werden. Die Triphosphate 21 und 22, in
denen das π-System der Base durch eine Dreifachbindung erweitert war, wur-
den ohne Probleme von allen Polymerasen akzeptiert.

Leider stellte sich heraus, dass eine gute primer extension keine gute PCR be-
dingt. Der verwendete Assay untersucht zwar den Einbau von bis zu drei Modi-
fikationen hintereinander, aber das zur exponentiellen Amplifikation benötigte
Ablesen des PCR-Produkts wird nicht getestet. Eine erfolgreiche Primerverlän-
gerung ist daher ein notwendiges aber kein hinreichendes Kriterium für eine
erfolgreiche PCR.
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5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

5.5.1. Primer und Template

pDest007
Yeast Pol 

d19

d20

d21

d22

d23

d24
d25

Primer Länge (bp) T dC
d19 d20 294 153 104
d19 d21 551 317 205
d19 d22 934 551 352
d19 d23 1398 837 529
d19 d24 2149 1233 887
d25 d24 325 178 126

Abbildung 5.12: Links: Übersicht über die verwendeten Primer und ihre Lage
auf dem Plasmid. Der Haken gibt das 5’-Ende des Primers an. Ein Primer von
der Außenseite des Kreises und einem Gegenprimer (innen dargestellt) erge-
ben ein Primerpaar für ein bestimmtes PCR-Produkt; Rechts: Die Länge der
hergestellten PCR-Produkte. Die letzten beiden Spalten geben jeweils die An-
zahl an Modifikationen bei Austausch des Thymidins, bzw. 2’-Desoxycytidins
an.

Alle PCR-Produkte wurden von einem zyklischen Plasmid (Vektor) abgele-
sen. Dieses enthielt das Gen der Polymerase η aus Hefe (yeast). Die Abbildung
5.12 zeigt die verschiedenen Primer und ihre Lage auf dem Vektor. Die meis-
ten PCR-Produkte wurden mit Primer d19 und wechselnden Gegenprimern
hergestellt. So ergibt zum Beispiel d19 mit d20 ein 300 Basenpaare langes Pro-
dukt, während er mit d22 ein 900 Basenpaar langes Produkt ergibt. Diese Art
des Primerdesigns hatte den Vorteil, dass zum Beispiel für die PCR-Produkte
mit dem Alkin-Primer d9 (sequenzgleich zu d19) nur ein Primer für vier un-
terschiedliche PCR-Produkte von 300 bis 2000 Basenpaaren Länge hergestellt
werden musste. Von vielen der Primer wurden auch modifizierte Varianten mit
Fluoreszein, Phosphaten, Aminogruppen, Biotin oder Thiolen gekauft. Über die
Wahl der Primer lassen sich zwei unterschiedliche Modifikationen an den En-
den des Produkts einführen. Außerdem wurde noch Primer d25 gewählt, wel-
cher mit d24 ein 325 Basenpaare langes PCR-Produkt ergibt.
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

Neben dem Templat Pol η Yeast wurde noch für wenige Versuche das Tem-
plat Pol η Human mit einem Satz Primer für ein 2000 Basenpaare langes Pro-
dukt und das FPG-Gen mit einem Produkt von 800 Basenpaaren Länge verwen-
det. Allerdings wurden nur vereinzelte Versuche mit diesen durchgeführt.

5.5.2. Polymerasen

Für die in dieser Arbeit durchgeführten Polymerase Kettenreaktionen wurden
die Polymerasen Pwo, Vent exo−, Deep Vent exo−, KOD XL (im folgenden auch
als KOD bezeichnet) und Taq verwendet. PCR-Produkte aus natürlichen Tri-
phosphaten wurden mit Taq-Polymerase hergestellt. Die meisten Polymerase
Kettenreaktionen mit modifizierten Triphosphaten wurden mit Pwo durchge-
führt. Diese Polymerase ist wegen ihrer Exonukleaseaktivität genauer als die
exo−-Varianten von Vent und Deep Vent. Letztere Polymerasen wurden nur ge-
nommen, wenn keine andere Polymerase die Monomere akzeptierte. Die KOD
XL-Polymerase, eine Mischung aus der natürlichen und einer exo−-Mutation,
ist erst seit kurzer Zeit auf dem europäischen Markt erhältlich. Daher konnten
erst am Ende der Untersuchungen Versuche mit diesem Enzym durchgeführt
werden. Die Polymerase zeichnet sich durch eine hohe Prozessivität und Ge-
nauigkeit aus, gehört allerdings auch zu den teuersten.

5.5.3. Herstellung eines PCR-Produkts mit 300 Basenpaaren
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Abbildung 5.13: Gele und qPCR-Daten eines 300 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit den Triphosphaten 21,22 und 49 (N: normales TTP; M: DNA Lei-
ter).
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5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

Das PCR-Produkt mit den Primern d19 und d20 diente als „Standard“ für alle
Triphosphate und Polymerasen. Es besitzt einen AT-Anteil von 60 % und ent-
hält 153 austauschbare Thymidine und 104 austauschbare 2’-Desoxycytidine.
Für alle Monomere betrug die Elongationszeit der PCR 45 Sekunden. Als
Denaturierungstemperatur wurden 95 ◦C und als Hybridisierungstemperatur
57 ◦C gewählt (Protokoll JGY30057).

Eine Zusammenfassung der Ergebnisse mit den Alkintriphosphaten 21,22

und 49 gibt Abbildung 5.13a. Wie aus den Primerverlängerungsversuchen zu
erwarten, ergaben die Triphosphate 24 und 25 mit keiner Polymerase ein Pro-
dukt (nicht gezeigt). Die Abbildung zeigt, dass alle Polymerasen der Familie B
(Pwo, Deep Vent exo− und KOD XL) die drei Triphosphate 21,22 und 49 akzep-
tieren. Der Einbau von dCTP 49 durch KOD XL ist ein unerwartetes Ergebnis.
Sawai erhielt mit 5-Propin-2’-Desoxycytidintriphosphat bei zwei deutlich kür-
zeren Templaten kein Produkt.[251, 255] Bei den qPCR-Experimenten mit Pwo/22

wurde festgestellt, dass bei der Kombination eine Inhibition der Polymerase
durch SYBR Green auftrat. Ohne SYBR Green wurde ein Produkt erhalten. Um
auch für diese Polymerase/Triphsophat-Kombination qPCR-Daten zu erhalten,
wurde für diese qPCR die Menge an zugegebenen SYBR Green auf ein Viertel
reduziert. Mit Taq-Polymerase aus Familie A konnte nur mit den Triphosphaten
21 und 49 ein Produkt erhalten werden.

In den qPCR-Profilen sind Unterschiede zwischen den Triphosphaten er-
kennbar (s. Abb. 5.13b). So ist der Verlauf der Kurve für das Triphosphat 22

bei den Polymerasen Pwo und Deep Vent exo− deutlich flacher als bei den an-
deren Triphosphaten (für Deep Vent exo− s. Abbildung 8.2 im experimentellem
Teil). Dies deutet darauf hin, dass für dieses Triphosphat der Einbau nicht so
effizient ist. Bei Triphosphat 21 sind im Gel längere Nebenprodukte der PCR
zu erkennen. Diese werden wahrscheinlich aufgrund der für dieses Triphos-
phat zu langen Elongationszeit und der hohen Menge an Enzym gebildet. In
den ersten Zyklen der PCR entstehen immer auch längere Produkte, welche
aber maximal linear anwachsen können. Nur das korrekte PCR-Produkt wird
exponentiell vervielfältigt. Wenn die Bedingungen der PCR nicht auf das Tri-
phosphat und auf die Aktivität der Polymerase abgestimmt sind, kann es zur
Bildung von Nebenprodukten kommen.

Um die Genauigkeit der Polymerase zu überprüfen, wurden die PCR-
Produkte, die mit Pwo erhalten worden waren, erneut als Templat in einer
PCR mit normalen Triphosphaten eingesetzt. Die daraus erhaltene DNA wur-
de sequenziert. Dabei wurde kein Fehler im PCR-Produkt im Vergleich zur Ur-
sprungssequenz gefunden. Allerdings ist aus einer Sequenzierung einer kurzen
DNA-Sequenz kein Rückschluss auf die allgemeine Fehlerrate der Polymerase
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

möglich. Diese Ergebnisse zeigen aber, dass die modifizierten Triphosphate 21,
22 und 49 von der Polymerase korrekt eingebaut und die DNA richtig abgele-
sen wird.

Wie schon im Abschnitt 4.7.2 beschrieben, spiegeln die Stabilitäten der PCR-
Produkte die Einflüsse der Monomere in den kurzen Oligomeren wider (s. Ta-
belle 5.6). Unterschiede in der Zusammensetzung der PCR-Puffer der Polyme-
rasen bedingen kleine Unterschiede der Schmelztemperaturen, aber die rela-
tive Stabilisierung der Monomere TTP < 22 < 21 < 49 ist gleich. Interessant
wäre es, ein Ethin-2’-desoxycytidintriphosphat auszuprobieren. Wenn man an-
nimmt, dass ähnlich wie bei den Alkinthymidinen der Schmelzpunkt des 1,7-
Oktadiins um 3 ◦C erniedrigt ist, hätte eine solche DNA einen Schmelzpunkt
von 95 ◦C.

Triphosphat Pwo Deep Vent exo− KOD Taq
TTP 83 81 85 81
21 87 85 90 87
22 85 82 87 -
49 91 88 92 89

Tabelle 5.6: Schmelztemperaturen der verschiedenen PCR-Produkte (300 Ba-
senpaare) in den unterschiedlichen Polymerase-Puffern

Die Versuche zeigen, dass die Triphosphate mit erweiterten π-System wie 21,
22 und 49 von den getesteten Polymerasen der Familie B gut akzeptiert werden.
Mit der Taq-Polymerase, welche der Familie A angehört, konnte nur mit dem
Alkin-Thymidin 22 kein Produkt erhalten werden. Das Alkin-dCTP 49 besitzt
den gleichen Rest, wird aber gut angenommen. Ob diese Unterschiede durch
die Sequenz des Templats verursacht werden, die doppelt so viele Thymidine
enthält wie 2’-Desoxycytidine, ist nicht sicher.

Obwohl die Polymerasen ähnliche Ergebnisse ergaben, wurden alle PCR-
Produkte mit 300 Basenpaaren mit der Pwo-Polymerase hergestellt. Diese Poly-
merase wird bei vielen anderen Untersuchungen mit modifizierten Triphospha-
ten eingesetzt und besitzt im Gegensatz zu den anderen Polymerasen vollstän-
dige Exonukleaseaktivität. Nur im Fall von Triphosphat 22 wurde in wenigen
Versuchen auch die Polymerase KOD XL verwendet.
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5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

UV- und CD-Spektren der PCR-Produkte
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Abbildung 5.14: Vergleich der UV-Spektren der natürlichen Basen und der
Alkin-Monomere (gemessen mit dem PDA der HPLC, auf 1 normiert).

Das erweiterte π-System verändert das Absorptionsspektrum der Base (s.
Abb. 5.14). So zeigen alle Alkin-Monomere im Gegensatz zu allen natürlichen
Basen eine Absorption jenseits von 300 nm. Im Falle der Thymidine ist das
Spektrum um 20-30 nm zu längeren Wellenlängen hin verschoben. Bei dem
Alkin-Cytidin 50 kommt es neben der Verschiebung der Absorptionsbande bei
270 nm auf 300 nm zu einer neuen Absorption bei 240 nm. Die neuen Absorp-
tionseigenschaften zeigen sich auch im UV-Spektrum der Alkin-DNA (s. Abb.
5.15). Der Einbau der Alkintriphosphate zeigt sich auch im UV-Spektrum. Dies
ist im UV-Spektrum der DNA in einer Schulter im Bereich von 300-320 nm zu
erkennen. Dabei kommt es auch zu einer höheren Absorption im Bereich von
230 nm. Dies spiegelt sich auch in den Verhältnissen der Absorptionen wider.
So besitzt die DNA mit Alkin-Thymidinen ein 260/280-Verhältnis von 1.6-1.7,
während die DNA mit Alkin-Cytidin 49 wie natürliche DNA ein Verhältnis von
2.0 aufweist. Das Verhältnis von 260/300 ist im Falle von dem Alkin-dCTP 49

am größten (7.3), gefolgt von 21 (5.1) und 22 (4.4). Wahrscheinlich hängen diese
Unterschiede vor allem mit der deutlich höheren Anzahl an Alkin-Thymidinen
in der modifizierten DNA zusammen. So enthält die Sequenz 50 % mehr Thy-
midine als Cytidine.

Im CD-Spektrum (Zirkularer Dichroismus) der Produkte führt der Austausch
der Thymidine zu deutlichen Änderungen im Spektrum (s. Abb. 5.15). So
kommt es zu einer leichten Veränderung bei der Lage der Minima und Ma-
xima im Vergleich zur natürlichen DNA. Ein neues Minimum bei 290 nm zeigt
fast die gleiche Intensität wie das bei 250 nm. Bei dem Alkin-dCTP 49 kommt es
zu einer leichten Verschiebung zu größeren Wellenlängen im Vergleich zu na-
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Abbildung 5.15: UV- und CD-Spektren von PCR-Produkten (300 Basenpaare)
mit den Triphosphaten 21, 22 und 49 (gemessen in 10 mM Tris/HCl).

türlicher DNA. Ebenso wie bei den Alkin-Thymidinen tritt ein neues Minimum
im Bereich >280 nm auf.

Ob die Verschiebung der Minima und Maxima in den Spektren der modifi-
zierten DNA im Vergleich zu natürlicher DNA auf eine andere Struktur zurück-
zuführen ist oder sie nur durch die Veränderung der Chromophore der Basen
hervorgerufen wird lässt sich nicht sagen. Aus Untersuchungen mit Propin-
Oligomeren ist bekannt, dass das erweiterte π-System der Alkine zu einer Ver-
stärkung der Basenstapelung zwischen diesen Basen führt, was die B-Form der
DNA stabilisiert.[16, 17] Alkin-DNA liegt daher wahrscheinlich in der B-Form
vor.

Einfluss auf Restriktionsenzyme

R
Erkennungs-
sequenz

Restriktions-
enzym

Abbildung 5.16: Prinzip der Restriktion von DNA. Das Restriktionsenzym er-
kennt seine Erkennungssequenz und schneidet dort die DNA.

Die Modifikationen beeinflussen nicht nur die Stabilität der DNA. Die Reste an
den Basen können auch die Erkennung der DNA durch Enzyme verhindern.
Das Schneiden von DNA durch Endonukleasen (Restriktionsenzyme) ist in der
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5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

Biochemie eine wichtige Technik zur Manipulation von genetischer Information
(s. Abb. 5.16). Diese Enzyme schneiden sehr spezifisch eine bestimmte Sequenz
in der DNA.[293] Um diese Sequenz zu erkennen, prüfen die Restriktionsenzy-
me die große Furche der DNA auf bestimme Wasserstoffbrückenmuster. Zum
Beispiel bilden EcoRI-ähnliche Enzyme 15-20 Wasserstoffbrücken zu den Basen
ihrer Erkennungssequenz aus.[293] Da die Alkin-Modifikationen genau in der
großen Furche liegen, wurde untersucht, ob die Enzyme immer noch in der La-
ge sind, diese DNA zu schneiden.

Zur Untersuchung der Restriktion von Alkin-DNA wurden drei Enzyme aus-
gewählt, welche das 300 Basenpaare lange PCR-Produkt ungefähr in der Mitte
schneiden. So schneiden Bgl II und Bcl I an der Position 217, bzw. 222. Daraus
entstehen je zwei Fragmente von 77 und 217, bzw. 72 und 222 Basenpaaren Län-
ge. Das Enzym Tsp509I schneidet an mehreren Positionen. Dabei entstehen vor
allem zwei Fragmente von 131 und 155 Basenpaaren Länge.

300
200

100

M M MN N 21 21 22 22 49 49 N 21 22 49 N 21 22 49

Bgl II
5'-A'GATC T
3'-T CTAG'A

Bcl I Tsp509 I
5'-T'GATC A
3'-A CTAG'T

5'-'AATT
3'- TTAA'

Abbildung 5.17: Restriktion verschiedener PCR-Produkte mit 21, 22 und 49
(Ausgangsmaterial (kursiv); Reaktion fett; M: Marker). Die Sequenzen geben
die Erkennungs- und Schnittsequenz der Enzyme an.

In Abbildung 5.17 sind Versuche mit den Produkten aus den drei Alkinen
und den verschiedenen Restriktionsenzymen gezeigt. Im Falle von normaler
DNA sind die kürzeren Fragmente im Gel deutlich zu erkennen. Das Ethin-
Monomer 21 ist dem normalen Thymidin am ähnlichsten. Trotzdem war das
Enzym Bgl II nicht in der Lage diese DNA zu schneiden, während Bcl I mit sehr
ähnlicher Erkennungssequenz keine Schwierigkeiten hatte. Interessant sind die
Unterschiede zwischen dem PCR-Produkt mit dem Thymidin mit längeren Res-
ten 22 und dem Alkin-Cytidin 49. Die DNA mit 22 wird von keinem Enzym
geschnitten. Dagegen kann Tsp509 I in der DNA mit 49 an die Erkennungsse-
quenz binden und dementsprechend schneiden. Ein Vergleich der Sequenzen
zeigt, dass dieses Enzym an eine Sequenz ohne Cytidine bindet. Daher war an
dieser Stelle im Gegensatz zu der DNA mit 22 keine Modifikation.
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Die Restriktionsversuche der modifizierten DNA deuten darauf hin, dass
die Störung der Protein/DNA-Wechselwirkung durch die langen hydropho-
ben Reste von 22 oder 49, die Erkennung durch Restritkionsenzyme behindert.
So wurde die DNA mit langen Resten nur geschnitten, wenn die Erkennungs-
sequenz keine Modifikation enthielt. Allerdings lässt der geringe Umfang der
Versuche keinen eindeutigen Schluss zu. Für jedes Enzym muss separat getestet
werden, ob es die modifizierte DNA prozessieren kann. Zu ähnlichen Ergebnis-
sen kam eine Studie mit 7dN-dGTP und 7dN-dATP.[286]

5.5.4. Herstellung eines PCR-Produkts mit 900 Basenpaaren
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Abbildung 5.18: Temperaturprofile der verschiedenen PCR-Maschinen bei
gleicher Programmierung (a) Eppendorf Cycler personal (b) Eppendorf realplex
S (simulate Mastercycler gradient) (c) Eppendorf realplex S; Ausschnitt über 2 Zy-
klen (rechts)

Als nächstes wurde die Herstellung eines 900 Basenpaare langen PCR-
Produkts untersucht. Dazu wurden die Primer d19 und d22 verwendet. Die
ersten Versuche wurden mit dem gleichen PCR-Programm wie für das kürzere
PCR-Produkt unternommen. Dabei stellte sich heraus, dass einige Polymerase-
Triphosphat-Kombinationen reproduzierbar nur auf den Eppendorf Cycler per-
sonal funktionierten und nicht auf dem qPCR-Cycler Eppendorf realplex. Vor
allem Versuche mit dem Triphosphat 49, dem PCR-Produkt mit dem höchs-
ten Schmelzpunkt, schlugen fehl. Ein Vergleich der Temperaturprofile zeigte
bei gleicher Programmierung wichtige Unterschiede zwischen den Maschinen.
So verfügt der qPCR-Cycler über einen Silberblock, der höhere Heiz- und Ab-
kühlungsraten ermöglicht und die Dauer der PCR verkürzt (s. Abb. 5.18c). Um
die Kompatibilität zu den älteren Maschinen zu gewährleisten, kann er deren
geringere Heiz- und Kühlraten simulieren (5.18b). Der Vergleich des Tempera-
turprofils des Eppendorf Cycler personal (5.18a) mit dem des Eppendorf realplex
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5.5. PCR mit modifizierten Triphosphaten

zeigte trotzdem einen deutlich anderen Verlauf. Beim Einstellen der geforder-
ten Temperatur über- und untersteuert die ältere PCR-Maschine um bis zu 5 ◦C.
Das hat zur Folge, dass während des nur 15 Sekunden langen Denaturierens
die Temperatur fast die Hälfte der Zeit bei 98 ◦C liegt (s. Abb. 5.18 rechts). Die-
se erhöhte Temperatur kann dazu führen, dass das PCR-Produkt denaturiert
wird, und die PCR ablaufen kann. Wie bei den kürzeren PCR-Produkten soll-
te die hergestellte DNA einen hohen Schmelzpunkt besitzen. Die verwendete
Denaturierungstemperatur von 95 ◦C könnte bei den längeren Produkten nicht
hoch genug sein. Der Schmelzpunkt des Produkts aus 49 liegt bereits bei über
90 ◦C. In der „modernen“ Maschine kann die DNA wegen der genaueren Tem-
peratursteuerung nicht in die Einzelstränge aufgetrennt werden. Daher findet
dort keine PCR statt. Dementsprechend wurde die Denaturierungstemperatur
im Programm auf 99 ◦C angehoben.
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Abbildung 5.19: Gele und qPCR-Daten eines 900 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit den Triphosphaten 21, 22 und 49 (N: TTP; M: DNA-Marker).

Die längeren Produkte sind für die Polymerasen deutlich schwieriger. So ent-
hält die Sequenz sechsmal fünf Thymidine nacheinander und zweimal sogar
sieben. Bei Austausch der 2’-Desoxycytidine treten einmal fünf und einmal vier
hintereinander auf. Die PCR wurde mit einer Denaturierungtemperatur von
99 ◦C und einer verlängerten Elongationszeit von 1:30 Minuten durchgeführt.
Durch Zugabe von 4 % DMSO wurden die Schmelztemperaturen noch etwas
abgesenkt.[294] Diese Änderungen ermöglichten auch auf der qPCR-Maschine
die Herstellung des 900 Basenpaare langen PCR-Produkts.

Abbildung 5.19a zeigt Gele der PCR-Produkte der verschiedenen Polymera-
sen. Die Taq-Polymerase wurde nicht mehr getestet. Bei den anderen Polyme-
rasen wurden Pwo, Deep Vent exo− und KOD XL untersucht. Alle Polymerasen
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

konnten mit 21 und 49 ein Produkt herstellen. Bei Triphosphat 22 war nur KOD
in der Lage ein PCR-Produkt herzustellen. Die qPCR-Daten für KOD zeigen
einen ähnlichen Verlauf. Zwar sind die Kurven für die Triphosphate 21 und 22

etwas flacher, als die für normales Triphosphat und 49, aber in der Menge an
DNA ist auf dem Gel kein Unterschied zu erkennen. Zur Herstellung größerer
Mengen des 900 Basenpaare langen PCR-Produkts wurde für 21 und 49 Pwo
und für 22 KOD XL verwendet.

Die Schmelzpunkte der PCR-Produkte zeigen die gleiche Abfolge, wie bei
den kürzeren PCR-Produkten (s. Tabelle 5.7). Das „kurze“ Alkin stabilisiert
den DNA-Strang besser, als das Alkin-Thymidin mit der längeren Kette 22,
aber nicht so stark wie das Alkin-Cytidin 49. Die Absolutwerte der Schmelz-
temperaturen sind zwar denen der kürzeren PCR-Produkte ähnlich, aber der
DMSO-Anteil in der Probe senkt den Schmelzpunkt um 2-3 ◦C. Die längeren
PCR-Produkte sind also etwas stabiler als die kürzeren. Bei einer Schmelztem-
peratur von 94 ◦C zeigt sich, welchen Einfluss die nur um 4 ◦C höhere Denatu-
rierungstemperatur im PCR-Programm hat.

Triphosphat Pwo Deep Vent exo− KOD
TTP 82 83 84
21 88 87 89
22 - - 87
49 91 89 94

Tabelle 5.7: Schmelztemperaturen der unterschiedlichen PCR-Produkte (900
Basenpaare) in den unterschiedlichen Polymerase-Puffern (mit 4 % DMSO).

Bei den UV- und CD-Spektren sind die gleichen Einflüsse der Modifikatio-
nen, wie bei den kürzeren PCR-Produkten zu sehen (s. Abb. 5.20). Im UV-
Spektrum zeigt sich die zusätzliche Absorption bei 300-320 nm und im CD-
Spektrum die gleichen Verschiebungen der Minima und Maxima. Die Verhält-
nisse der Absorptionen sind in guter Übereinstimmung (260/280 21: 1.6, 22: 1.6,
49: 1.9; 260/300 21: 4.4, 22: 3.7, 49: 7.0). Auch die CD-Spektren der DNA sind
fast deckungsgleich mit den Spektren der kürzeren PCR-Produkte. So zeigen
die Alkin-Thymidine 21 und 22 das intensive Minimum bei 290 nm, während
49 ein deutlich schwächeres Minimum bei 300 nm besitzt. Die Zugabe von NaCl
bis zu einer Konzentration von 1 M veränderte das CD-Spektrum nicht.
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Abbildung 5.20: UV- und CD-Spektrum eines 900 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit den Triphosphaten 21,22 und 49 (gemessen in 10 mM Tris/HCl).

5.5.5. Herstellung eines PCR-Produkts mit 2000 Basenpaaren
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Abbildung 5.21: (a) Optimierung des PCR-Protokolls für ein 2000 Basenpaare
langes PCR-Produkt mit 49 und Pwo. Links: Standard-Programm; Rechts: PCR
mit verschiedenen Hybridisierungstemperaturen (b) qPCR-Diagramm des op-
timierten Programms.

Die Herstellung des längsten PCR-Produkts mit 2000 Basenpaare Länge mit
dem Primerpaar d19 und d24 wurde für die Kombination 49/Pwo optimiert.
Durch die hohe Stabilisierung des PCR-Produkts erhöht sich auch der Schmelz-
punkt der Primer/Templat-Hybride. Allerdings begünstigt das lange Templat
die Möglichkeit der unspezifischen Bindung der Primer. Daher musste das
PCR-Programm auf die Polymerase abgestimmt werden. So wurde die Dena-
turierungtemperatur auf 99 ◦C erhöht. Die Elongationszeit wurde auf 5:00 Mi-
nuten verlängert. Zur Absenkung der Schmelztemperatur wurden noch 4 %
DMSO zugegeben. Abbildung 5.21a zeigt den Einfluss unterschiedlicher Hybri-
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5. Polymerase Kettenreaktion mit modifizierten Triphosphaten

disierungstemperaturen im PCR-Programm auf das PCR-Produkt. Bei der nied-
rigsten Temperatur ist kein eindeutiges Produkt zu erkennen, während bei zu
hoher Temperatur selektiv ein kürzeres Produkt entsteht. Nur in einem Tempe-
raturbereich zwischen 58 ◦C und 61 ◦C wurde das korrekte Produkt gebildet. Im
endgültigen Programm wurde dementsprechend eine Hybridisierungstempe-
ratur von 59.3 ◦C gewählt. Diese Temperatur hat auch zur Folge, dass mit dem
Programm kein PCR-Produkt mit normalen Triphosphaten hergestellt werden
kann.
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Abbildung 5.22: UV-Spektrum und CD-Spektrum eines 2000 Basenpaare lan-
gen PCR-Produkts mit Triphosphat 49 (gemessen in 10 mM Tris/HCl).

Das entstandene PCR-Produkt zeigt alle charakteristischen Eigenschaften der
PCR-Produkte mit Triphosphat 49. So liegt der Schmelzpunkt bei ungefähr
90 ◦C. Die UV- und CD-Spektren sind mit denen der kürzeren Produkte iden-
tisch (s. Abb. 5.22). Zwar sind die Verhältnisse der Absorptionen leicht ver-
ändert (260/280: 1.8; 260/300: 4.4), aber im Verhältnis zu den kürzeren PCR-
Produkten mit einem Alkin-Cytidin-Anteil von 35 % bzw. 37 %, hat das 2000
Basenpaare lange Produkt mit 887 Alkin-Cytidinen einen Anteil von 41 %. Das
könnte die veränderten Verhältnisse erklären. Im CD-Spektrum ist erneut das
typische Minimum bei 300 nm zu erkennen.
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5.6. Ausblick

Die Untersuchungen zum enzymatischen Einbau modifizierter Triphosphate
zeigen, dass die Struktur der Modifikation von entscheidender Bedeutung ist.
Die Akzeptanz durch die Polymerase kann sich selbst bei Polymerasen aus der
gleichen Familie stark unterscheiden. Außerdem können kleine Unterschiede in
den Bedingungen der PCR über Erfolg und Misserfolg entscheiden. Dabei stel-
len die Alkin-Monomere nicht einmal sterisch besonders anspruchsvolle Modi-
fikationen dar. So hatten fast alle Polymerasen bei kurzen PCR-Produkten noch
keine Schwierigkeiten. Erst bei längeren PCR-Produkten waren deutliche Un-
terschiede zwischen den Polymerasen sichtbar. Das zeigte sich bei Triphosphat
22, bei welchem nur noch mit der KOD-Polymerase ein Produkt mit 900 Ba-
senpaaren Länge erhalten wurde. Noch längere PCR-Produkte wie das 2000
Basenpaare lange Produkt erforderten eine sehr genaue Optimierung der PCR-
Bedingungen.

Die Schwierigkeiten der Polymerasen bei nur kleinen Änderungen in der
Struktur der Triphosphate zeigen, dass der Einführung von Modifikationen
durch PCR-Reaktion durchaus Grenzen gesetzt sind. So ist für eine bestimm-
te Struktur keine Vorhersage eines erfolgreichen Einbaus durch eine bestimmte
Polymerase möglich. Diese Problematik kann durch Verwendung der Alkin-
Triphosphate umgangen werden. Ihre hohe Ähnlichkeit mit den natürlichen
Basen sollte einen relativ unproblematischen Einbau in Produkte mittlerer Län-
ge erlauben. Nach Optimierung der Bedingungen sollte auch die Herstellung
von längeren PCR-Produkten zum Beispiel mit 22 möglich sein. Die „Click“-
Reaktion kann danach zur quantitativen Modifikation der PCR-Produkte ein-
gesetzt werden.
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6. Detektion von DNA

6.1. Einleitung

Probe Hybridisierung
- Probenseparation
- Markierung

- Signalamplifikation
- Detektion

Abbildung 6.1: Grundlegendes Prinzip der Detektion von DNA.

Mit der Entschlüsselung des menschlichen Erbguts gelang nicht nur ein Mei-
lenstein in der Geschichte der Biochemie, sondern es zeigte auch die zuneh-
mende Bedeutung der genetischen Information bei der Entdeckung und Be-
handlung von Krankheiten. Dabei spielt die Detektion von bestimmten DNA-
Sequenzen, sei es aus dem Erbgut, aus cDNA oder aus RNA, eine sehr wichtige
Rolle in der Diagnostik.

Das Schema 6.1 zeigt das grundlegende Prinzip der Detektion bestimmter
DNA-Sequenzen. Im Gegensatz zu Proteinen beinhaltet die Struktur von DNA
durch ihren Aufbau aus zwei Einzelsträngen bereits eine Möglichkeit zur se-
lektiven Bindung. So basieren fast alle Methoden der DNA-Detektion auf der
Bildung eines Doppelstrangs mit einem komplementären Gegenstrang. Dabei
ist das Hauptproblem jeder Detektionsmethode unabhängig von der verwen-
deten Technik die „Übersetzung“ der erfolgreichen Hybridisierung der Zielse-
quenz in ein messbares Signal. Deshalb schließen sich in den meisten Fällen an
diesen Schritt Separations-, Markierungs- und Amplifikationsschritte an. In ver-
schiedenen Methoden kann sich die Reihenfolge der Schritte auch unterschei-
den. Aufgrund der Bedeutung der Detektion von DNA gibt es eine sehr große
Zahl and Methoden und Varianten. Im Folgenden soll ein kurzer Überblick über
einige Methoden gegeben werden. Für weitergehende Information über Fluo-
reszenzmarkierung,[295] Aptamere und Enzyme,[296] Nanopartikel[297, 298] oder
elektrochemische Sensoren[299, 300] sei auf die zitierten Übersichtsartikel verwie-
sen.

Eine der empfindlichsten Detektionstechniken ist die PCR. Bei dieser Me-
thode sorgt die Hybridisierung der Primer für die Selektivität. Die erfolgrei-
che Amplifikation der DNA ist gleichzeitig die Verstärkung. Theoretisch ist die
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Abbildung 6.2: PCR mit anschließender Anfärbung der Gele mit Fluoreszenz-
farbstoffen oder Silber.

PCR in der Lage aus nur einem einzigen DNA-Molekül ein detektierbares Si-
gnal zu erzeugen. Als einfachste Methode zum Nachweis einer erfolgreichen
PCR wird die DNA durch Gelelektrophorese nach Größe aufgetrennt. Zum An-
färben der DNA auf dem Gel werden meistens Interkalatoren wie Ethidiumbro-
mid[301] oder SYBR Green[301–303] verwendet. Mit diesen Methoden auf Gelen
lassen sich nach Herstellerangaben bis zu 50 pg nachweisen. Eine andere Mög-
lichkeit ist die DNA im Gel durch Abscheidung von Silber sichtbar zu machen.
Dieses Verfahren ist etwas empfindlicher und wird in Abschnitt 6.2 genauer
vorgestellt. Diese Methoden zur Anfärbung von Gelen sind zwar oft einfach
durchzuführen, aber sie färben nicht selektiv.

Deutlich besser als die normale PCR mit anschließender Elektrophorese ist
die schon vorgestellte qPCR. Diese Reaktion erlaubt auch die parallele Quanti-
fizierung mehrerer Proben in einer Reaktion (Multiplex-PCR) und eine Durch-
führung aus einer Mischung heraus ohne vorherige Reinigung. Diese Methode
ist im klinischen Bereich bereits etabliert, erfordert aber einen hohen apparati-
ven Aufwand mit hohen Anforderungen an die Durchführung. Mit einer Emp-
findlichkeit von 5-10 Molekülen in einer Probe ist diese Methode der „Stan-
dard“ an dem sich alle Methoden messen lassen müssen.[304]

In Abbildung 6.3 werden die beiden am häufigsten verwendeten Verfahren
der Detektion von DNA beschrieben. So sind molecular beacons kleine DNA-
Haarnadeln, welche an einem Ende eine Fluorophor und am anderen Ende ei-
ne entsprechenden Quencher besitzen.[305–307] Neben einer kurzen Sequenz an
beiden Enden, welche den Strang in der geschlossenen Form hält, ist die eigent-
liche Erkennungssequenz im mittleren Teil des Strangs. Ohne einen geeigneten
Gegenstrang liegen sie in der geschlossenen Form vor und der Quencher löscht
die Fluoreszenz des Fluorophors. Bei Zugabe eines Gegenstrangs bildete sich
der Doppelstrang und der Abstand zwischen Quencher und Fluorophor ver-
größert sich. Dadurch ist die Fluoreszenz detektierbar. Dadurch wird die Hybri-
disierung direkt mit einem messbaren Signal verknüpft. Da sie in Mischungen
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Abbildung 6.3: (a) Selektive Detektion durch molecular beacons (b) „Sandwich“-
Methode zur Detektion von DNA.

eingesetzt werden können, werden sie in vielen Methoden verwendet. Aller-
dings ist die Detektion durch Fluoreszenz nicht sehr empfindlich. Aber auch
andere Detektionsmethoden sind möglich. So konnte durch eine Haarnadel mit
einer elektrochemischen Markierung (Methylenblau oder Ferrocen) durch Mes-
sung der Redoxpotentials eine sehr empfindliche Detektion erreicht werden (ca.
25 pmol).[308, 309]

Die meisten Assays arbeiten mit der „Sandwich“-Methode (s. Abb. 6.3). Da-
bei wird die Ziel-DNA mit zwei unterschiedlichen Strängen hybridisiert. Dabei
dient der eine Strang meistens zur Separation der DNA aus der Probe („An-
ker“), während der andere die erfolgreiche doppelte Hybridisierung mit einem
Signal verknüpft. Diese Methode hat einige Vorteile. So ist zur Erzeugung die
Hybridisierung von zwei unterschiedlichen Sequenzen nötig, was die Wahr-
scheinlichkeit einer Fehldetektion verringert. Durch die Separation der DNA
aus der Probe können im zweiten Schritt deutlich mehr Detektionsmethoden
angewendet werden. Fast alle modernen Methoden basieren auf diesem Prin-
zip. Sie unterscheiden sich vor allem in der Art der Signalverstärkung. Zur Se-
paration der Probe wird in fast allen Fällen Biotin als „Anker“ verwendet.

Neben der Bindung zu Biotin basieren viele Methoden auf mit DNA modifi-
zierten Nanopartikel. So berichtete Mirkin schon 1996 über die selektive Anord-
nung von DNA-funktionalisierten Nanopartikeln.[310] Die Aggregation der Na-
nopartikel bei der Hybridisierung der DNA auf der Oberfläche der Partikel ist
durch einen Farbumschlag in der Lösung sichtbar. Abbildung 6.4a zeigt einen
kurze Zeit später entwickelten Assay.[311] Dabei wird ein „Sandwich“-Komplex
zwischen einer DNA auf einer Glasoberfläche und einem Gold-Nanopartikel
gebildet. Am Goldpartikel wird durch Zugabe von Silberionen und Hydrochi-
non selektiv Silber abgeschieden. Die Detektion erfolgte mit einem Flachbett-
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Abbildung 6.4: Sehr empfindliche DNA-Detektion durch Abscheidung von
Silber an Goldclustern zur (a) Detektion auf Oberflächen (b) Detektion durch
Leitfähigkeit.[297]

scanner durch Bestimmung des Grauwerts. Damit liessen sich Konzentrationen
von ca. 50 fM nachweisen. Dieses Prinzip wurde danach durch weitere Schrit-
te erweitert. So konnte die Empfindlichkeit deutlich erhöht werden, indem die
Probe mit einem „Barcode“-DNA-Nanopartikel hybridisiert wurde. Dieser Par-
tikel enthält neben der Ziel-Sequenz noch eine große Menge an „Barcode“-DNA
mit anderer Sequenz. Nach Abtrennung der Probe mit Hilfe eines magneti-
schen Nanopartikels, wurde die „Barcode“-DNA abgespalten und detektiert.
Durch diesen zweiten Schritt wird die Anzahl an DNA pro Molekül Ziel-DNA
erhöht und die Empfindlichkeit der Methode konnte auf 500 zmol (zeptomol:
10−21 mol) erhöht werden (s. Abb. 6.5).[312] Durch Kombination unterschiedli-
cher Sequenzen und Antikörper konnte diese Methode auch zur Detektion von
Proteinen verwendet werden.[313]
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Abbildung 6.5: Steigerung der Empfindlichkeit durch Verwendung von
Barcode-DNA.[312]
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Die Abscheidung von Metallen an Nanopartikeln kann auch zur Detektion
durch Veränderung in der Leitfähigkeit genutzt werden. So wurde durch Hy-
bridisierung und Metallisierung ein Kontakt zwischen zwei Elektroden über-
brückt (s. Abb. 6.4b). Dadurch wurde noch eine DNA-Konzentration von 500 fM

nachgewiesen. Die Selektivität in Bezug auf Einzelbasenmutationen war deut-
lich höher als bei anderen Verfahren. Um diese Mutationen durch „Sandwich“-
Verfahren nachzuweisen ist eine besondere Optimierung der Hybridisierungs-
temperatur und -bedingungen nötig. Ähnliche Verfahren wurden auch von an-
deren Gruppen entwickelt.[314, 315]
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Abbildung 6.6: (a) Nachweis von Mutationen durch Primerverlängerung mit
Biotin-dCTP; Die Metallisierung wurde mit Hilfe einer Mikro-Quartz-Waage
nachgewiesen.[316] (b) Kopplung der Auflösung eines Silbernanopartikels an
Chemilumineszenz (Luminol).[317]

Die Metallisierung von Gold-Nanopartikeln kann auch auf andere Weise de-
tektiert werden. So maßen Weizmann et al. den Einfluss der Metallisierung auf
einem Piezokristall (Mikro-Quartz-Waage). Die Methode basierte erneut auf der
Separation der Probe über die Biotin/Streptavidin-Bindung an einem magneti-
schen Nanopartikel. Nach Markierung mit einem Gold-Nanopartikel wurde die
Ablagerung von Silber auf einem Piezokristall gemessen. Damit gelang die De-
tektion einer DNA-Konzentration von 1 fM (27 Basenpaare Länge). In einem an-
deren Assay wurde durch eine Primerverlängerungsreaktion mit Biotin-dCTP
durchgeführt (s. Abb. 6.6a). Auf diese Weise wurde der Strang nur bei der Muta-
tion mit G an der Position nach dem Primer durch Einbau des Biotin-dCTP mit
Biotin markiert. Nach Bindung von Streptavidin-Gold-Nanopartikeln konnte
die gleiche Methode zur Detektion verwendet werden.[316]

Neben der Ablagerung von Metallen an einen kleinen Metallcluster und der
Detektion des entstehenden größeren Clusters ist die Kopplung an chemische
Reaktionen eine weitere Methode der Signalverstärkung. In Abbildung 6.6b
ist ein solches Beispiel gezeigt.[317] Dort wird nach der Separation der Probe
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ein Silber-Nanopartikel mit Salpetersäure aufgelöst. Die freiwerdenden Ag(I)-
Ionen oxidieren Mn(II)-Ionen zu KMnO4. Dieses kann durch Reaktion mit Lu-
minol eine Chemilumineszenz erzeugen, welche detektiert wird. Mit dieser Me-
thode wurde ein Detektionslimit von 5 fM (30 Basenpaare Länge) erreicht. In
neuen Arbeiten werden werden die chemischen Reaktionen oft durch Enzy-
me[318, 319] oder DNA-Aptamere[320] katalysiert.[296]
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Abbildung 6.7: (a) Elektrochemischer Nachweis von DNA[321] (b) Detektion
von DNA durch Fluoreszenzverstärkung mit kationischen Polymeren.[322]

Die Freisetzung von Metallionen oder einer anderen redoxaktiven Spezies
bei der Detektion von DNA kann auch zur elektrochemischen Detektion von
DNA verwendet werden.[299, 300, 323] Dabei erlaubt die Chronopotentiometrie
auch die parallele Detektion mehrerer verschiedener Metallionen nebeneinan-
der. Dies wurde von Wang et al. zur parallelen Detektion mehrerer unterschied-
licher DNA-Proben in einer Messung genutzt (s. Abb. 6.7a). Dazu wurden mit
DNA-Proben mit verschiedenen Nanopartikeln (CdS, ZnS, PdS) verschiedene
Ziel-DNA-Moleküle hybridisiert und über magnetische Separation gereinigt
(s. Abb. 6.7a).[321] Nach Auflösen der Nanopartikel wurden die unterschied-
lichen Ionen detektiert (Detektionslimit 270 pM). Bei Verwendung von Gold-
Nanopartikeln mit Metallabscheidung konnte das Detektionslimit für nur eine
Spezies auf 2 pM gesenkt werden.[324] Mit analoger Technik wurden auch mit
Ferrocen beladene Nanopartikel erfolgreich zur Detektion von DNA verwen-
det.[325]

Eine völlig andere Technik zeigt Abbildung 6.7b. Bei Hybridisierung einer
mit einem Fluoreszenzfarbstoff markierten DNA mit der Ziel-DNA kommt es
durch eine Konformationsänderung in einem Polymer zu einer Fluoreszenzver-
stärkung. Als Polymer werden kationische konjugierte Polymere (cationic con-
jugated polymers CCP) wie Thiophene,[322] Phenylene[326, 327] oder Polyphenyl-
vinylene.[328] Mit diesen Systemen konnten DNA-Konzentrationen von 3 zmol
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6. Detektion von DNA

nachgewiesen werden.[322] Auch anorganische Materialien wie ZnO können
zur Fluoreszenzverstärkung eingesetzt werden.[329]

Neben diesen sehr speziellen Techniken wurde die „Sandwich“-Methode
auch schon auf visuelle Detektionsmethoden übertragen. Bei dem „Dipstick“-
Verfahren wird die selektive Bindung von Biotin und Streptavidin direkt mit
der Detektion verknüpft. Dazu werden Assays verwendet, welche bei erfolg-
reicher Detektion die Probe mit Biotin markieren, z.B. durch Einbau von Biotin-
dNTPs. Die Proben werden auf eine Membran aufgetragen. Durch Kapillarkräf-
te bewegt sich die DNA die Membran entlang und bleibt auf einem mit Strep-
tavidin beschichteten Mittelteil der Membran hängen. Als Markierung wurden
sowohl in Liposomen eingeschlossene Farbstoffe[330] oder Gold-Nanopartikel
verwendet.[331, 332] Der Farbstoff oder die Aggregation der Nanopartikel sind
im beschichteten Bereich der Membran zu erkennen. Diese Verfahren erlauben
den Nachweis von 200 fmol.

Die gezeigten Techniken zeigen die enorme Vielfalt der modernen Detekti-
onsmethoden. Allerdings sind sie oft sehr kompliziert und benötigen einen ho-
hen apparativen Aufwand. Die meisten Techniken basieren auf die Abschei-
dung von Edelmetallen an kleinen Metallclustern. Erst bei der Detektion kom-
men unterschiedliche Techniken zum Einsatz. Dabei spielt die Abscheidung
von Silber eine wichtige Rolle. Daher soll im folgenden Abschnitt die Abschei-
dung von Silber an DNA untersucht werden. Diese Technik wird seit langem
zur Anfärbung von Gelen verwendet.

6.2. Abscheidung von Silber durch Aldehyde

6.2.1. Silberfärbung von Gelen

Die Anfärbung von Proteinen und DNA in Gelen mit Silber wird seit langem
zur empfindlichen Detektion verwendet.[333, 334] In Abbildung 6.8 ist der typi-
sche Ablauf dargestellt. So wird das Gel zuerst mit einer Silberlösung behan-
delt. Dabei lagern sich die Ionen im gesamten Gel und an der DNA oder dem
Protein an. Dabei kann es auch schon zur Bildung kleiner Silberkeime durch
lokale Reduktion der Silberionen kommen. Im nächsten Schritt wird ein Groß-
teil der überschüssigen Silberionen aus dem Gel herausgewaschen. Erst danach
wird durch Zugabe eines Reduktionsmittels die Abscheidung von Silber ein-
geleitet (Entwickeln). Dadurch wird die DNA oder das Protein auf dem Gel
sichtbar. Dieser Prozess muss rechtzeitig gestoppt werden, um die unspezifi-
sche Abscheidung von Silber an der Gel-Matrix zu vermeiden.
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DNA
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4) Stoppen
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Abbildung 6.8: Prinzip der Silberfärbung von DNA in Gelen.

Seit der Einführung der Silberfärbung zu Beginn der achtziger Jahre wur-
den unterschiedliche Varianten entwickelt. Zur Erzeugung der ersten Sil-
bercluster wurden die Gele belichtet,[335–337] mit Formaldehyd/Silbernitrat-
Lösungen behandelt[338] oder Farbstoffe,[339, 340] Detergenzien[341] oder Kalium-
dichromat[342–344] zugegeben. Die Gele werden entweder vor der Zugabe der
Silberlösung mit Essigsäure und danach mit einer alkalischen Silberlösung be-
handelt, oder die Silberlösung selbst enthält HNO3 oder Essigsäure. Nach dem
Waschen des Gels wird entweder alkalisch mit Natriumcarbonat/Formaldehyd
oder sauer mit Zitronensäure/Formaldehyd entwickelt. Gestoppt wird meis-
tens durch Behandeln mit stärkerer Säure (meistens 1 % Zitronensäure). Die
besten Protokolle geben Detektionsgrenzen von 1-10 pg/mm2, d.h. 50-150 pg
DNA an.

Alle Methoden zur Abscheidung beruhen auf der Reduktion von Silberio-
nen zu metallischem Silber. Diese Reaktion, besonders mit Silberhalogeniden,
ist wegen ihrer Anwendung in der Photographie sehr gut untersucht.[345] Mit
einem Redoxpotential von 0.8 eV gehören Silberionen zu den am leichtesten zu
reduzierenden Metallionen. Das Redoxpotential hängt sehr stark von der Um-
gebung oder Komplexierung der Ionen ab. So hat AgBr nur ein Potential von
0.07 eV oder Ag(NH3)+2 von nur 0.37 eV.[334] Allerdings ist das Redoxpotenti-
al allein nicht die entscheidende Größe. So katalysieren kleine Silbercluster die
Abscheidung von weiterem Silber. Diese Eigenschaft wird in der Photographie
ausgenutzt. Der Silberbromidkristall in dem sich nach der Belichtung Silber-
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6. Detektion von DNA

cluster gebildet haben (Latenzbild) ist deutlich schneller reduziert als andere
Silberbromidkristalle. Analog wird bei der Anfärbung von Gelen versucht, dass
sich an der DNA oder Protein bevorzugt kleine Silberkeime bilden. Im Falle von
DNA ist das aus mehreren Gründen günstig. So bilden Silberionen wie auch
andere Edelmetalle Komplexe mit den Purinbasen.[346] Bei geringen Konzen-
trationen kommt es zuerst zu einer Bindung an der N7-Position von Guanosin
und Adenosin. Erst bei höheren Konzentrationen spielt die elektrostatische An-
ziehung der Phosphatgruppen eine Rolle. Allerdings kann eine starke Bindung
von Silberionen auch deren Reduktion verhindern. So gibt es auch Verfahren,
in denen das Gel ohne Waschen entwickelt wird.[336] Dann bleiben die Berei-
che mit Protein oder DNA im Gel hell, während sich das restliche Gel dunkel
färbt. Die Entwicklung des Gels ist immer ein Prozess, welcher stark von der
Kinetik der Abscheidung bestimmt wird. Aus diesem Grund sind die Wasch-
schritte nach der Behandlung mit der Silberlösung sehr wichtig. Sie sorgen da-
für, dass nur schwach gebundene Ionen aus dem Gel entfernt werden. Danach
entscheidet der verwendete Entwickler über die Geschwindigkeit der Abschei-
dung. Entwickler aus der Photographie sind für die Anwendung an Gelen viel
zu schnell. Der Entwickler muss erst in das Gel hineindiffundieren und darf
nicht schon vorher Silber reduzieren. So können die Zersetzung des Gels durch
den hohen pH-Wert von ammoniakalischen Silberlösungen[347] oder Rückstän-
de der verwendeten Radikalstarter[348] Silberionen binden oder reduzieren und
so zu einer starken Hintergrundfärbung führen. Zur Kontrastverstärkung ver-
wenden einige Methoden einen Zwischenschritt mit Natriumthiosulfat, um un-
spezifisch abgeschiedenes Silber zu entfernen.[349–352] Die Entwicklung selbst
wird in fast allen Fällen mit einer Formaldehydlösung in leicht saurem oder al-
kalischem Milieu durchgeführt. Der pH-Wert bestimmt nicht nur das Redoxpo-
tential des Formaldehyds sondern auch die Bindung des Silbers an die DNA.
Dabei enthält die Entwicklungslösung oft keine zusätzlichen Silberionen. Da-
her ist bei allen Protokollen die genaue Einhaltung der zeitlichen Abfolge der
Wasch- und Färbungsschritte nötig, um reproduzierbare Ergebnisse zu erhal-
ten.
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6.2.2. Silberfärbung von Gelen mit Tollens-Reagenz

CHO

CHO

CHO
CHO
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1) Tollens-Reaktion
2) Waschen
3) Formaldehyd

1) H
+

2) Glutaraldehyd

Abbildung 6.9: Silberfärbung von DNA zum Nachweis auf Gelen.

Die chemische Reaktion zur Reduktion von Silber durch Aldehyde basiert auf
dem Tollens-Test.[353] Ein Silber-Ammoniak-Komplex kann bei hohem pH-Wert
durch Aldehyde reduziert werden:

R-CHO + 2 [Ag(NH3)2]+ + 2 OH− → R-COOH + 2 Ag + 4 NH3 + H2O

Wenn diese Reaktion mit großen Mengen an Aldehyd durchgeführt wird,
führt sie zur Abscheidung eines Silberspiegels, d.h. die Bildung von metalli-
schem Silber. Diese Lösung wird auch zur Anfärbung von DNA in Gelen ver-
wendet. Dabei ist interessant, dass bei fast allen Methoden die Gele vorher mit
Säure behandelt werden. Meistens wird als Begründung das Herauswaschen
von Harnstoff oder Puffer angegeben. Allerdings führt die Behandlung mit Säu-
re bei DNA zur Protonierung der Purine und zur Spaltung der glykosidischen
Bindung. Dadurch entstehen in der DNA freie Aldehyde.[354–356] Es ist wahr-
scheinlich, dass diese zur Anfärbung der DNA beitragen. Um Aldehydgruppen
gezielt einzuführen, wurden schon seit längerem bei Proteinen die Gele mit ei-
ner Lösung von Glutaraldehyd (Pentan-1,5-dial) behandelt.[334] Der Dialdehyd
polymerisiert in Lösung durch intermolekulare Aldolreaktion. Das entstehen-
de α, β-ungesättigte Aldehyd-Polymer kann mit freien Aminogruppen reagie-
ren oder als Michaelakzeptor agieren. So kommt in viele kommerziell erhältli-
chen Kits vor der Tollensreaktionen eine Behandlung des Gels mit einer Lösung
von Glutaraldehyd vor. Dies wurde auch schon zur Abscheidung von Silber an
DNA zum Aufbau von Nanodrähten eingesetzt.[4]
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6.2.3. Anfärbung von Membranen
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Abbildung 6.10: Nachweis von Aldehyd-DNA auf Membranen mit Gold-
Verstärkung.

Eine andere Methode zum Nachweis von mit Aldehyden funktionalisier-
ter DNA (z.B. mit Glutaraldehyd) ist die Verwendung von Membranen (s.
Abb. 6.10).1 Dazu wird die funktionalisierte Aldehyd-DNA auf Nylon-Amin-
Membranen immobilisiert und mit Tollens-Lösung behandelt. Zum Entwickeln
wird kein weiteres Silber verwendet, sondern an den Silberkeimen Gold abge-
schieden. Dazu wird die Membran mit einer Au(III)-Lösung und Hydrochinon
behandelt. Die Verwendung von Membranen hat den Vorteil, dass sich nach
der Tollens-Reaktion die überschüssigen Silberionen durch Waschen fast voll-
ständig entfernen lassen. Dadurch ist eine bessere Kontrolle der Rahmenbedin-
gungen der Metallisierung möglich. Aus diesem Grund kann Hydrochinon als
Reduktionsmittel verwendet werden, ohne dass es zur Anfärbung von natürli-
cher DNA oder unspezifischer Reduktion kommt. Außerdem ist die Anfärbung
auf Membranen deutlich schneller und einfacher durchzuführen.

1Entwickelt von Prof. Eichen.
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6.3. Funktionalisierung von DNA mit Aldehyden
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Abbildung 6.11: Funktionalisierung von DNA mit Aldehydgruppen.

Die Anwendung von Glutaraldehyd zur Einführung von Aldehyden an DNA
führte zur Frage, ob es auch möglich wäre die Aldehydgruppen selektiv in die
DNA einzuführen. Im Rahmen der Arbeit sollte sowohl der direkte Einbau von
Aldehyden in DNA durch entsprechend modifizierte Basen, als auch die nach-
trägliche Funktionalisierung von Alkin-DNA mit Hilfe der „Click“-Reaktion
untersucht werden (s. Abb. 6.11).

In den nächsten Abschnitten soll die Synthese von mehreren Monomeren,
welche Aldehydgruppen enthalten, vorgestellt werden. Danach wird ihr Ein-
bau in DNA über Festphasensynthese oder PCR behandelt. Im letzten Abschnitt
werden die Ergebnisse zur postsynthetischen Funktionalisierung mit Aldehy-
den über die „Click“-Reaktion gezeigt.
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6.4. Direkter Einbau von Aldehydfunktionen in DNA

6.4.1. Schutzgruppen für Aldehyde
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Abbildung 6.12: Verschiedene geschützte Aldehyde.

Für den Einbau in DNA müssen reaktive Aldehyde geschützt werden. In
Abbildung 6.12 sind einige Möglichkeiten dargestellt. So lassen sich Aldehyde
durch die Spaltung von Diolen mit Periodat an DNA herstellen.[357–359] Eine an-
dere Möglichkeit ist die Spaltung von Acetalen oder Thioacetalen.[360] Dafür ist
eine Behandlung der DNA mit Säure oder einer Lewissäure nötig. Eine elegante
Variante ist die Verwendung von Zuckern. Diese liegen in wässriger Lösung im
Gleichgewicht zwischen der offenen Aldehyd- und der geschlossenen Halbace-
talform vor. Dadurch ist der Aldehyd vor Nebenreaktionen geschützt. Für die
Synthese der Monomere mit Zuckern müssen allerdings die freien Hydroxyl-
gruppen geschützt werden. Dies kann als Acetal oder mit basenlabilen Estern
geschehen.
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6.4.2. Synthese der Monomere
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Abbildung 6.13: In dieser Arbeit verwendete Monomere zum direkten Einbau
von Aldehyden in DNA.

Wie bei den Alkinen wurden die Aldehyde als modifizierte Thymidine syn-
thetisiert. Als erste Schutzgruppe für den Aldehyd wurde ein zyklisches Acetal
verwendet. Um den Aldehyd nach der Freisetzung zu stabilisieren, wurde der
aromatische Aldehyd 55 hergestellt. Nach Schwierigkeiten mit dem enzymati-
schen Einbau dieses Bausteins wurde das aliphatische Acetal 56 von G. A. Bur-
ley hergestellt. Ebenfalls als Acetale geschützte Zucker wurden für die beiden
Monomere 57 und 58 verwendet. Für diese Modifikation wurden zwei unter-
schiedliche Kettenlängen als Verbindung zwischen Base und Zucker getestet,
da nicht sicher war, wie die Polymerasen die sehr hydrophobe Modifikation
akzeptieren würden. Alle diese geschützten Aldehyde müssen durch die Be-
handlung der DNA mit Säure freigesetzt werden. Um diesen Schritt zu umge-
hen, wurde von G. A. Burley auch der mit Acetylgruppen geschützte Zucker
59 hergestellt. Da die Tollens-Lösung stark alkalisch ist, entfällt ein separater
Entschützungsschritt. Nur 55 wurde in der Festphasensynthese eingesetzt, al-
le anderen Bausteine wurden ausschließlich als Triphosphate synthetisiert und
versucht über die PCR einzubauen.
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Synthese von 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-2’-desoxyuridin 55
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Das für 55 benötigte 2-(4-Ethinylphenyl)-[1,3]dioxan 60 ist literaturbekannt.[361]

Es wurde in zwei Schritten ausgehend von para-Brombenzaldehyd durch
Sonogashira-Kupplung mit Trimethylsilylacetylen und anschließender Aceta-
lisierung mit Propandiol synthetisiert. Umsetzung mit 5-Iod-5’,3’-O-dimethyl-
tert-butylsilyl-2’-desoxyuridin 5 ergab 61 in guter Ausbeute. Das erhaltene Ace-
tal wurde bereits durch längeres Stehen in Chloroform teilweise gespalten.
Nach Entschützung mit TBAF zum freien Nucleosid 55 erhielt man in zwei
Schritten das Monomer für die Festphasensynthese von DNA.
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Das Triphosphat 63 wurde zuerst nach der Methode von Eckstein herge-
stellt.[155] Dabei kam es aber zur teilweisen Spaltung des Acetals. Bei Verwen-
dung der Bedingungen von Kovács et al.[158] kann der Protonenschwamm das
freiwerdende HCl abfangen. Das Acetal wurde bei dieser Methode nicht ge-
spalten und das Triphosphat 63 mit intaktem Acetal konnte erhalten werden.
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Synthese von 57 und 58
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Die für 57 benötigte 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-(prop-2-inyl)-α-D-
galactopyranose lässt sich durch Alkylierung des kommerziell erhältlichen
geschützten Zuckers 67 mit Propargylbromid herstellen.[362] Kupplung mit 5

und Entschützung mit TBAF ergab das freie Nukleosid 57. Das Triphosphat 66

wurde nach der Methode von Kovács et al.[158] hergestellt.
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In Baustein 58 wurde der Abstand zwischen Zuckereinheit und Base verlän-
gert, da der große sterische Anspruch des Zuckers den enzymatischen Einbau
stören könnte. Dazu wurde der geschützte Zucker 67 mit 68, hergestellt aus
Pentinol,[363] alkyliert. Sonogashira-Kupplung und anschließende Entschüt-
zung lieferten das freie Nukleosid 58, welches zum Triphosphat 71 umgesetzt
wurde.

Leider scheiterten für beide Monomere Versuche, die Spaltung der Acetale
auf der Stufe des Triphosphats durchzuführen. Es trat immer die Hydrolyse
des Triphosphates auf. Trotzdem wurde auch für diese Triphosphate der enzy-
matische Einbau untersucht. Aufgrund der guten Resultate mit 71 wurde das
acetylgeschützte Monomer 59 synthetisiert2, bei dem die Schutzgruppen am
Zucker nicht separat abgespalten werden müssen.

6.4.3. Einbau in DNA

Einbau durch Festphasensynthese

Strang Sequenz Tm [◦C]
d15 TTTTTTXTTTTT
d16 TTTTTTXXTTTTT
d17 GCCGAXGCGC 53.8 (56.5 natürliche DNA)
d18 GCGXATAXATAXTCGC 48.4 (53.7 natürliche DNA)

Tabelle 6.1: Hergestellte DNA-Stränge mit X = 55.

Monomer 55 wurde über Festphasensynthese in kurze Oligomere eingebaut.
Die modifizierte Base wurde doppelt gekuppelt und die Kupplungszeiten der
folgenden Basen verlängert. Nach der Abspaltung der DNA vom Träger war
das Acetal laut MALDI-TOF-Analyse teilweise gespalten. Allerdings kann nicht
ausgeschlossen werden, dass die saure MALDI-Matrix und die Energie des La-
sers zur Spaltung des Acetals geführt haben. In Tabelle 6.1 sind die hergestell-
ten Stränge aufgeführt. Zur Untersuchung der Kupplungsbedingungen wur-
den die reinen Thymidin-Stränge d15 und d16 hergestellt. Der Einfluss der
starren hydrophoben Modifikation zeigt sich in den Schmelzpunkten der Se-
quenzen d17 und d18. So tritt eine deutliche Destabilisierung der DNA auf. Al-
lerdings kann es wegen der Sequenz zu keiner zusätzlichen Stabilisierung der
DNA durch π-Wechselwirkungen der Modifikationen kommen.

2von G. A. Burley und D. Hammond
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6.4. Direkter Einbau von Aldehydfunktionen in DNA

(1) (2) (3) (4)
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Abbildung 6.14: Silberspiegelprobe (Tollens-Reaktion) mit (1) Coca-Cola (2)
d15 (3) d16 und (4) normaler DNA.

In einem einfachen Versuch wurden d15 und d16 mit Tollens-Reagenz[353]

behandelt (s. Abb. 6.14). Als Positivkontrolle wurde eine kleine Menge Coca-
Cola und als Negativkontrolle natürliche DNA verwendet. Wie erwartet bildet
sich bei der großen Menge an Zucker im Coca-Cola ein deutlicher Silberspiegel,
während die Lösung mit normaler DNA klar bleibt. Bei beiden Aldehyd-DNA-
Proben tritt eine leichte Braunfärbung auf. Das zeigt, dass diese DNA freie Al-
dehyde enthält.

Leider konnte diese positive Reaktion nicht durch selektive Anfärbung auf
Gelen wiederholt werden. Durch die höhere Vernetzung der Gele für die kurz-
en Oligomere ist die Diffusion im Gel stark verlangsamt. Daher ist die Hinter-
grundmetallisierung dieser Gele sehr hoch. Deswegen war es wahrscheinlich
nicht möglich einen deutlichen Unterschied zwischen der Aldehyd-DNA mit
nur 2-3 Aldehydgruppen und der starken Anfärbung des Gels selbst zu erken-
nen. Außerdem kommt es bei hoher Beladung der Gele mit DNA zu einem „in-
versen“ Anfärben. Dabei bildet sich ein Ring von Silber um die Gel-Bande, wäh-
rend sich im Zentrum kein Silber abscheidet. Durch die große Menge an DNA
wird das Silber in diesem Bereich des Gels stärker komplexiert und reagiert
daher langsamer. Dadurch ist die Metallisierung der Gelmatrix selbst deutlich
schneller. Wahrscheinlich ist die Menge an gespaltenem Acetal pro DNA zu
gering, um ausreichend Silberkeime für eine selektive Reaktion zu erzeugen.
So reicht ein Aldehyd nur zur Reduktion von 2 Silberatomen aus. Laut Lite-
raturangaben werden zur Bildung eines stabilen Clusters mindestens 4 Atome
benötigt.[345]

Nach diesen Ergebnissen wurde die Anfärbung auf Gelen und die Metalli-
sierung von kurzen Strängen nicht weiter verfolgt, da das eigentliche Ziel der
Arbeit die Metallisierung langer DNA war, welche die Synthese via PCR er-
fordert. Die ersten Tests gaben vor allem Hinweise, dass die Abscheidung von
Metallen an DNA durch Aldehyde prinzipiell funktioniert, wenn ausreichend
freie Aldehyde vorhanden sind.
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6. Detektion von DNA

Primerverlängerungsreaktionen
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Abbildung 6.15: Primerverlängerungsreaktionen mit 66 und 71 mit Vent exo−;
63, 72 (aus Monomer 56) und 73 (aus Monomer 59) mit Pwo.

Von allen Aldehydbausteinen wurden die Triphosphate hergestellt und in
Primerverlängerungsreaktionen ihre Akzeptanz durch die verschiedenen Po-
lymerasen untersucht. Abbildung 6.15 zeigt einige der durchgeführten Versu-
che. Bei dem sehr starren Benzaldehydbaustein 63 kommt es bei dem Einbau
von zwei Modifikationen hintereinander (T2) zum großen Teil zu einem Ab-
bruch der Verlängerung. Beim Templat T3 kann die Reaktion nicht bis zum En-
de des Templats ablaufen. Die oberste Bande ist ein Abbruchprodukt vor dem
dreifachen Abbau von 63. Etwas besser wird 73 angenommen. Bei diesem Tri-
phosphat kommt es zwar auch Abbrüchen bei dem dreifachen Einbau, aber es
ist auch das vollständig verlängerte Produkt zu erkennen (oberste Bande). Bei
allen Triphosphaten mit hydrophoben Resten kommt es mit mehreren Modifi-
kationen zu einer zunehmenden Verlangsamung der DNA auf dem Gel (siehe
T1 und T2 bei 66 und 71).

Die Tabelle 6.2 fasst die Ergebnisse der unterschiedlichen Polymerasen zu-
sammen. Pwo zeigt guten Einbau für sterisch anspruchslose Modifikationen,
hat aber Schwierigkeiten mit großen hydrophoben Resten, wie 66 oder 71.
Die Taq-Polymerase akzeptiert keine der Modifikationen. Dagegen zeigen die
Vent exo−-Polymerasen und KOD XL guten Einbau für alle Triphosphate. Da-
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6.4. Direkter Einbau von Aldehydfunktionen in DNA

Triphosphat Pwo Vent exo−/ KOD XL Taq
Deep Vent exo−

63 - + + -
72 + + + -
66 o + + x
71 o + + x
73 o + + -

Tabelle 6.2: Ergebnisse der Primerverlängerungsreaktionen für die verschiede-
nen Triphosphate. (+: guter Einbau; o: Probleme bei T3, aber Produkt erkenn-
bar; -: Probleme bei allen Templaten; x: kein Versuch); Die Vent-Polymerasen
zeigten identisches Verhalten für alle Triphosphate.

bei ist noch zu beachten, dass sowohl die eingesetzten Vent-Polymerasen als
auch KOD XL Mutanten oder Mischungen ohne Exonukleaseaktivität sind, was
meistens zu einer größeren Akzeptanz von Modifikationen führt.

Einbau durch PCR
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Abbildung 6.16: (a) Gele des 300 Basenpaare langen PCR-Produkts mit den
Triphosphaten 72 (Pwo), 66,71 (beide Vent exo−) und 73 (KOD XL) (b) Fluores-
zenzschmelzkurven im jeweiligen PCR-Puffer.

Die synthetisierten Aldehyd enthaltenden Triphosphate sind untereinander
um einiges unterschiedlicher als die Triphosphate mit Alkinen und Aziden.
Dies spiegelte sich auch in der Akzeptanz dieser Substanzen durch die Polyme-
rasen wider. Das relativ kleine Alkylacetal 72 stellte für alle Polymerasen kein
besonderes Problem dar. Es ließ sich in PCR-Produkten bis zu 1000 Basenpaare
Länge einbauen. Das 300 Basenpaare lange PCR-Produkt mit 72 wurde mit der
gleichen Methode wie die Alkin-DNA sequenziert. Es konnten keine Fehler in
der Sequenz nachgewiesen werden.

103



6. Detektion von DNA

Die acetalgeschützten Zucker 66 und 71 wurden nicht von allen Polymera-
sen akzeptiert. Die besten Ergebnisse wurden mit der Vent exo−-Polymerase
erzielt. Die Verlangsamung, die schon in der Primerverlängerung aufgetreten
war, war auch bei dem PCR-Produkt sichtbar. Das 300 Basenpaare lange PCR-
Produkt läuft im Gel auf der Höhe von 500 Basenpaare langer natürlicher DNA
der DNA Leiter (s. Abb. 6.16a). Das Triphosphat 71 mit der längeren Kette ist
ein deutlich besseres Substrat. Wahrscheinlich ist bei dem anderen Triphosphat
der Abstand zur Polymerase zu kurz. Im Falle des acetylgeschützten Zuckers
59 war nur der Einbau mit der Polymerase KOD erfolgreich. Dazu war noch
eine deutliche Verlängerung der Elongationszeit und die Zugabe von 8 % Di-
methylsulfoxid nötig. Allerdings konnten für alle diese Triphosphate nur ein
PCR-Produkt mit 300 Basenpaaren erhalten werden. Versuche längere Produk-
te herzustellen, zum Beispiel durch längere PCR-Zyklen oder Zugabe von Ad-
ditiven, schlugen fehl. Der sehr starre und hydrophobe Rest von Triphsophat
63 verhinderte einen Einbau durch alle getesteten Enzyme. Zwar gibt es eine
Arbeit, in der ein ähnlicher Rest an einem 7-Desazaguanosintriphosphat durch
PCR amplifiziert wurde, aber multipler Einbau per PCR führte zu einem Ver-
lust der Sequenzinformation.[258, 259] Der Einbau der Triphosphate wurde durch
enzymatischen Abbau mit anschließender HPLC-MS überprüft. Alle Acetale
waren nach der PCR noch intakt. Bei 73 konnte nur das Monomer ohne Ace-
tylgruppen nachgewiesen werden. Es ist nicht sicher, ob sie während der PCR
oder bei dem enzymatischen Abbau abgespalten wurden.

Die verschiedenen Reste haben unterschiedliche Einflüsse auf die Schmelz-
temperaturen der PCR-Produkte (s. Abb. 6.16b). Während 72 die DNA sogar
stabilisiert (natürliche DNA Tm: 81 ◦C), erniedrigen die großen hydrophoben
Reste von 66 und 71 die Schmelzpunkte der Produkte deutlich (74 ◦C und
75 ◦C). Dagegen hat die DNA mit dem hydrophileren Zucker von 73 einen
Schmelzpunkt ähnlich dem natürlicher DNA. Das höhere Gewicht der DNA
zeigt sich auch in der Mobilität auf dem Gel. Anstatt bei der eigentlichen Länge
bei 300 Basenpaaren läuft die DNA mit den schweren Monomeren bei ungefähr
500 Basenpaaren. Wie bereits in Abbildung 6.16 zu sehen, ergeben die Produkte
mit den Triphosphaten 71 und 73 sehr inhomogene Banden in Polyacrylamid-
Gelen. Es ist nicht klar, ob das ein Effekt der Denaturierung der DNA auf dem
Gel oder der Inhomogenität des PCR-Produktes ist. So könnte die Struktur der
DNA mit 66 durch die vielen großen Reste stark gestört sein, was auf dem de-
naturierenden Polyacrylamid-Gel zu einem anteiligen Aufschmelzen der DNA
führen könnte. Einzelsträngige DNA läuft im Gel deutlich langsamer als dop-
pelsträngige. Im Falle von 73 könnte eine Reaktion der Zucker mit dem Gel oder
dem Puffer die Laufeigenschaft der DNA beeinflussen.
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6.4. Direkter Einbau von Aldehydfunktionen in DNA

Die Ergebnisse der unterschiedlichen Triphosphaten mit geschützten Alde-
hyden zeigten einige neue Aspekte der PCR mit modifizierten Triphosphaten.
So wurden erneut schmale stabilisierende Monomere mit ähnlicher Struktur
wie 72 eindeutig besser eingebaut. Sie erlaubten eine PCR ohne große Optimie-
rung der Bedingungen. Andererseits war es ebenso möglich mit dem hydropho-
ben Triphosphat 71 ein PCR-Produkt zu erhalten, obwohl es den Schmelzpunkt
der DNA deutlich verringert.

Freisetzung der Aldehyde

Das Hauptproblem der Triphosphate mit Acetalen war die Freisetzung der Al-
dehyde. So ließ die Behandlung von DNA mit 72 mit 5 % Trifluoressigsäure
oder 50 % Eisessig mit nachfolgendem enzymatischen Abbau einen Großteil
der Monomere intakt. Unter stark sauren Bedingungen kommt es bei DNA zu
Depurinierungsreaktionen[354–356] und damit zur Bildung von freien Zuckern
auch an normaler DNA. Deshalb war es nicht möglich mit den acetalgeschüz-
ten Monomeren eine selektive Tollens-Reaktion zu erhalten.

Membran
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Abbildung 6.17: PCR-Produkt mit Triphosphat 73 und normale DNA auf ei-
ner Membran nach Tollens-Reaktion und Goldverstärkung (Abbildung von M.
Fischler).

Dagegen gelang die Reaktion mit dem acteylgeschützten Zucker. Abbildung
6.17 zeigt eine Membran, auf der die Zucker-DNA und natürliche DNA mit
Tollens-Lösung und anschließender Goldverstärkung behandelt wurde (Ver-
such durchgeführt von Monika Fischler, RWTH Aachen). Die DNA ist deutlich
zu erkennen, während die natürliche DNA nicht dunkel anfärbt.

Neben der Anfärbung auf Gelen oder Membranen lässt sich die Abschei-
dung des Silbers auch mit UV-Spektroskopie verfolgen.[364–366] So besitzen Na-
nopartikel entsprechend ihrer Größe spezifische Absorptionen. In Abbildung
6.18 sind zwei Messungen von DNA mit 73 und von natürlicher DNA gezeigt.
Dazu wurde zu einer Probe von DNA in Wasser Tollens-Lösung gegeben (1:10

105



6. Detektion von DNA
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Abbildung 6.18: Verfolgung der Tollens-Reaktion durch UV-Spektroskopie. (a)
PCR-Produkt mit 73 (b) natürliche DNA; Oben: UV-Spektren der Probe mit je
5 Minuten Abstand. Das unterste Spektrum (t=0 Min.) wurde vor der Zuga-
be der Tollens-Lösung aufgenommen; Unten: Die Entwicklung der Absorption
bei 400 nm.

verdünnt im Verhältnis zur sonst verwendeten Tollens-Reagenz3). Danach wur-
de für 100 Minuten alle 5 Minuten ein UV-Spektrum aufgenommen. In dem
UV-Spektrum vor der Zugabe der Tollens-Lösung ist im Falle der modifizier-
ten DNA die schon bei der Alkin-DNA beobachtete Schulter bei 300-320 nm zu
erkennen (s. Abb. 6.18a). Nach Zugabe der Tollens-Lösung ist zuerst eine star-
ke Bande bei 310 nm zu erkennen. Diese stammt aus der Lösung selbst. Der
Grund für diese Bande ist nicht klar. So besitzen kleine Siberpartikel erst eine
Plasmonresonanz ab 370 nm.[367] Vielleicht ist es eine Bande des Nitratanions.
Diese Absorption verändert sich im Verlauf der Messung allerdings nicht, wie
im Spektrum der natürlichen DNA zu sehen ist. Wie bei den Experimenten auf
der Membran zeigt natürliche DNA mit Tollens-Lösung keine Reaktion. Bei der
DNA mit 73 passiert in den ersten 70 Minuten nach Zugabe der Tollens-Lösung

3Protokoll von C. Wirges
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6.5. Postsynthetische Funktionalisierung mit Aldehyden

fast gar nichts. Erst nach dieser Zeit setzt eine Zunahme der Absorption über
das gesamte Spektrum hinweg ein. Dabei ist die Zunahme im Bereich von unter
220 nm (nicht sichtbar) und im Bereich von 350-400 nm etwas stärker.

Die Absorption im Bereich von 350-400 nm zeigt die Bildung von Silber-
Nanopartikeln. Die Breite der Absorption deutet auf die Bildung von größe-
ren Partikeln im Bereich von mehreren 100 nm hin.[368] So wurden bei Untersu-
chungen über die Herstellung von Silberpartikeln aus Zuckerlösungen ähnliche
UV-Spektren erhalten. Dabei wurde auch eine Abhängigkeit der Partikelgröße
von der Ammoniakkonzentration festgestellt. Die hier beobachtete Bande äh-
nelt mit ihrer breiten Form, den Banden die für hohe Konzentrationen beobach-
tet wurden. Die Absorption bei 400 nm steigt nach 70 Minuten für 20 Minuten
stark an. Das deutet darauf hin, dass der Prozess autokatalytischen Charakter
besitzt. Analoges Verhalten wurde auch für Zuckerlösungen beobachtet.[368] Bei
Verwendung von DNA mit acetylgeschütztem Zucker 71 kam es ebenso wie bei
natürlicher DNA zu keiner Reaktion.

Die Versuche zeigen, dass die Reduktion von Silber durch Aldehyde in DNA
ein selektiver Prozess ist. Die Reaktion der Tollens-Reagenz kann zur Bildung
von Silberkeimen verwendet werden. Ähnlich wie bei der Detektion von DNA
mit Goldclustern kann an den entstandenen Silberkeimen Gold abgeschieden
werden.

6.5. Postsynthetische Funktionalisierung mit
Aldehyden

M    N    M    N

CHO-N3, Cu(I)

Alkin-DNA

Silberfärbung
CHO
CHO

CHO

CHOCHOCHO
CHO

CHO

CHO
CHO

CHO
CHO

CHO
CHO

CHO
CHOCHOCHO

CHO CHO

(a) (b)

Abbildung 6.19: Detektion von Alkin-DNA M (Monomer 10) mit Hilfe von
selektiver Funktionalisierung mit Zuckerazid 44 mit nachfolgender Silberfär-
bung (rechts) im Vergleich mit natürlicher DNA (N); Unten angefärbt mit SYBR
Green.

107



6. Detektion von DNA

Neben dem direkten Einbau kann die DNA auch selektiv mit Aldehyden
funktionalisiert werden. Eine mögliche Reaktion dafür ist die bereits vorgestell-
te kupferkatalysierte Cycloaddition zwischen Alkinen und Aziden. Die Effizi-
enz der Reaktion ermöglicht eine nahezu quantitative Umsetzung der Alkine
an der DNA zu Aldehyden.

Zur Detektion der DNA wurde an Gelen mit Alkin-DNA die „Click“-
Reaktion mit Zuckerazid 44 durchgeführt (s. Abb. 6.19). Dazu wurden die Gele
in eine Lösung mit Kupfersulfat, TCEP und Zuckerazid 44 gegeben und über
Nacht geschüttelt. Nach gründlichem Waschen wurde das Gel eine halbe Stun-
de mit konzentrierter Tollens-Lösung inkubiert. Nach Waschen des Gels mit
Wasser wurde es für drei Minuten durch Zugabe einer sauren Formaldehyd-
lösung entwickelt. Der pH-Wert der Entwicklungslösung bestimmte die Ge-
schwindigkeit der Entwicklung. Die Bedingungen wurden so gewählt, dass der
Prozess innerhalb von drei Minuten abgeschlossen war. Danach wurde die Ab-
scheidung von Silber durch Zugabe von 1 %iger Zitronensäure gestoppt. Dabei
zeigte sich, dass sich die nun mit Aldehyden modifizierte Alkin-DNA wie er-
wartet von der normalen DNA unterscheidet. Zwar ist normale DNA bei langer
Entwicklungszeit auch sichtbar, aber dieser Prozess ist sehr viel langsamer. In
der Abbildung 6.19b ist deutlich Selektivität der Reaktion zu erkennen. Bei glei-
cher DNA-Menge zeigt die Alkin-DNA die Abscheidung von Silber, während
die normale DNA klar bleibt. Auch in Abbildung 6.20 wird der DNA-Marker
im Gegensatz zur Alkin-DNA nicht angefärbt.

(a) (b)Marker

Abbildung 6.20: Empfindlichkeit der Silberfärbung von aldehydmodifizierter
Alkin-DNA (Monomer 10). (a) Gel mit Verdünnungsreihe (Menge an DNA:
7 ng, 3.5 ng, 1.75 ng, 0.88 ng, 0.44 ng, 0.22 ng) nach Silberfärbung (b) Gel identi-
scher Proben gefärbt mit SYBR Green II.

Die Empfindlichkeit der selektiven Metallisierung von DNA zeigt Abbildung
6.20. Bei Verdünnungsreihen der DNA ließen sich DNA-Mengen von unter ei-
nem Nanogramm noch deutlich nachweisen. Alkin-DNA, hergestellt mit dem
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kurzen Alkin 9, war nur geringfügig schlechter. Dies bestätigt die Ergebnis-
se, dass die „Click“-Reaktion auch bei diesem Monomer fast quantitativ ist.
Die Empfindlichkeit war vergleichbar mit den publizierten Werten für normale
DNA. Durch die Verwendung von Zuckerdendrimeren ließ sich die Empfind-
lichkeit nochmal steigern.[369] Das deutet darauf hin, dass Anzahl und Dichte
an Aldehyden entscheidend für die Sensitivität der Methode sind.

6.6. Ausblick

Die direkte Inkorporation von Aldehyden in DNA zeigt, dass der entscheiden-
de Faktor die Freisetzung derselben nach der Synthese ist. So sind geschützte
Aldehyde als Festphasenbausteine erhältlich. Sie werden zur Funktionalisie-
rung von DNA durch reduktive Aminierung verwendet.[360] Allerdings wer-
den meistens 5,5-Diethyl-1,3-dioxane eingesetzt, bei denen die Spaltungsreakti-
on wahrscheinlich deutlich schneller ist. Vielleicht ist es besser von der Acetal-
spaltung zu anderen (säurefreien) Reaktionen, welche Aldehyde freisetzen, zu
wechseln. So wurden schon Diolspaltungen zur Erzeugung von Aldehyden an
DNA verwendet.[357, 359]

Die Silberfärbung der DNA an Gelen ist zwar ein etabliertes Verfahren,
aber für den schnellen Einsatz zu kompliziert und schwierig. Auf Membranen
sind die Bedingungen der Metallisierung besser zu kontrollieren. Außerdem
sollte sich die aldehydmodifizierte DNA mit einigen der eingangs erwähnten
Detektionsmethoden kombinieren lassen, z.B. Einsatz von Aldehyd-DNA bei
Sandwich-Assays oder Blotting.

Ein weiterer bisher nur ungenügend untersuchter Prozess ist die Bildung
der Silberkeime an der DNA. Sie sind der Schlüssel für eine empfindliche und
selektive Metallisierung. Es ist bisher nicht bekannt, wie groß unter den ge-
wählten Bedingungen entstehenden Silbercluster sind, noch ob die bisher un-
tersuchte Menge von einem Aldehyd pro Monomer ausreichend ist. So könnte
eine höhere Dichte an Aldehyden die Bildung von größeren Silberkeimen be-
günstigen. Dabei kann die postsynthetische Funktionalisierung der DNA eine
wichtige Rolle spielen. Die Alkin-Triphosphate sind gute Substrate für Polyme-
rasen, während die sterisch anspruchsvollen Aldehyd-Triphosphate eine Opti-
mierung der Bedingungen erfordern. Durch die nachträgliche Derivatisierung,
z. B. mit Aldehyd-Dendrimeren könnten relativ schnell unterschiedliche Alde-
hyde untersucht werden. Außerdem können auch andere Modifikationen wie
z.B. Cluster-Liganden, Farbstoffe, redoxaktive Proben oder andere detektierba-
re Markierungen verwendet werden.
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7. DNA als Templat zur Abscheidung von
Metallen

7.1. Einleitung

(a) (b) (c)

Abbildung 7.1: DNA als Material zum Aufbau von Strukturen (a) der DNA-
Würfel von N. C. Seeman (John Wiley & Sons, Ltd. : Angew. Chem., © 1998)[370]

(b) DNA-Origami[3] (c) DNA als Templat zur Metallisierung (Macmillan Pu-
blishers Ltd: Nature, © 1998, 2006).[371]

DNA als programmierbares und selbstreplizierendes Polymer lässt sich nicht
nur zum Speichern der genetischen Information verwenden. Die hohe Spezifität
der Basenpaarung dient schon seit geraumer Zeit zum Aufbau selbstorganisie-
render Strukturen von erstaunlicher Komplexität. Ausgelöst durch den „Wür-
fel“ von N. C. Seeman[370] folgten bis heute Arbeiten, in denen zum Beispiel die
Selbstorganisation der DNA demonstriert wird (s. Abb. 7.1a,b).[3, 372, 373]

Zum Aufbau von elektronischen Schaltkreisen aus DNA müssen die Struktu-
ren elektrischen Strom leiten können. Die Leitfähigkeit von natürlicher DNA
war lange heftig umstritten. Allerdings gilt heute als sicher, dass unmodifi-
zierte DNA ein Isolator ist.[374] Braun et al. verwendeten 1998 DNA als Tem-
plat zum Abscheiden von Silber (s. Abb. 7.1c). Der entstandene Nanodraht
war zwar nicht sehr homogen, leitete aber elektrischen Strom.[371] Danach folg-
ten weitere Arbeiten vieler Gruppen zur Abscheidung von Silber,[371, 375, 376]

Palladium,[377–382] Platin,[383–386] Gold,[4, 387–391] Kupfer,[392, 393] Cobalt[394] und
Nickel.[395] Neben Metallen diente DNA auch schon als Templat für Halblei-
ter,[396–398] Polymere[399–402] und andere Materialien.[403–407]

110



7.1. Einleitung

(a) (b)

Abbildung 7.2: Metallisierung von λ-DNA mit (a) Palladium (Mit freundlicher
Genehmigung von Appl. Phys. Lett. © 2001, American Institute of Physics)[378]

(b) Silber (nach Belichtung mit 254 nm, Mit freundlicher Genehmigung von J.
Am. Chem. Soc. © 2005, American Chemical Society).[376]

Die Metallisierung der DNA basiert auf ähnlicher Chemie wie bei der Detek-
tion von DNA auf Gelen. So begünstigt DNA als Polyanion die Anlagerung von
Metallionen durch elektrostatische Anziehung. Neben Silber bilden noch an-
dere edle Übergangsmetallionen, wie zum Beispiel Platin oder Palladium, sta-
bile Komplexe mit den Heteroatomen der Nukleobasen (z.B. cis-Platin). Nach
der Anlagerung werden die Ionen an der DNA reduziert und die entstehen-
den Cluster katalysieren die weitere Abscheidung von Metall. Die Homogeni-
tät des entstehenden Drahtes ist entscheidend für seine spätere Leitfähigkeit.
Schon kleine Unregelmäßigkeiten zwischen den Clustern haben einen großen
Einfluss, da der ideale Draht die gleichen Eigenschaften wie das reine Metall
haben muss.[382] So erreichten Richter et al. mit Palladium-beschichteter DNA
mit 50 nm Durchmesser ein Zehntel der Leitfähigkeit von metallischem Palla-
dium (s. Abb. 7.2a).[378, 379]

Die Herstellung von Nanodrähten über die Bindung von Ionen an DNA hat
auch Nachteile. So ist die Anlagerung der Ionen an die DNA nicht gesteuert.
Dadurch ist auch die Verteilung der reduzierten Cluster entlang der DNA nicht
gleichmäßig. Auch müssen die Metallionen mit starken Reduktionsmitteln re-
duziert werden. Daher kann es ähnlich wie im Gel zu starker Hintergrundme-
tallisierung kommen. Idealerweise sollte die DNA selbst das Metall reduzieren.
So belichteten Berti et al. DNA in Silbernitratlösung mit ultraviolettem Licht bei
254 nm.[376] Dabei konnten sie homogene Metallisierung der DNA beobachten
(s. Abb. 7.2b). Jedoch ist noch nicht sicher, ob die DNA dabei als Photosensibi-
lisator agiert oder selbst oxidiert wird.
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(a) (b)

Templat
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P

Au

Au Au Au

Abbildung 7.3: (a) Herstellung repetitiver DNA durch rolling circle amplifica-
tion[408] (b) Hybridisierung von RCA-DNA mit Biotin-markierten Einzelsträn-
gen mit anschließender Bedeckung mit Streptavidin-Goldclustern (Mit freund-
licher Genehmigung von Nano Lett. © 2005, American Chemical Society).[409]

Gleichmäßige Anordnung von Reduktionszentren wie Metallclustern an
DNA kann auch durch Hybridisierung von kurzen clustertragenden Oligome-
ren an ein einzelsträngiges DNA-Templat erfolgen.[410] Dazu wurde in mehre-
ren Arbeiten rolling circle amplification (RCA) verwendet (s. Abb. 7.3a).[408, 409, 411]

Dabei wird ein langer Einzelstrang durch wiederholtes Ablesen eines zykli-
schen Templats hergestellt. Dadurch entsteht ein Strang mit sich ständig wie-
derholender Sequenz, an den dann kurze Gegenstränge hybridisiert werden
können. Die Abbildung 7.3b zeigt die Bildung von Goldclusterketten entlang
solcher DNA.[409] Außer mit RCA kann lange einzelsträngige DNA mit sich
wiederholender Sequenz durch eine Telomerase hergestellt werden. Diese En-
zyme besitzen einen eigenen Primer und produzieren daher einen DNA-Strang
unter dauernder Wiederholung dieser einen Sequenz. Durch Zugabe eines
Amino-Triphosphats wurde ein mit Aminen modifizierter DNA-Strang synthe-
tisiert und mit aktivestermodifizierten Goldclustern funktionalisiert.[290] Wie
bei den Detektionsmethoden können solche Cluster zur weiteren Metallisie-
rung genutzt werden.[412]

Analog zu der Methode auf Gelen wurde auch versucht die DNA mit Alde-
hydgruppen zu funktionalisieren. So setzten Keren et al. Glutaraldehyd zur Ein-
führung der Aldehyde ein. Dabei verwendeten sie auch unterschiedliche Tech-
niken zur Beschränkung der Funktionalisierung, und damit auch der Metalli-
sierung, auf bestimmte Teile der DNA. So wurden mit Glutaraldehyd behan-
delte DNA-Fragmente mit unbehandelten durch Ligation verknüpft (s. Abb.
7.4). Dadurch konnte DNA mit modifizierten und unmodifizierten Bereichen
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Abbildung 7.4: (a) Einführung von Aldehydfunktionen in DNA durch Reakti-
on mit Glutaraldehyd. Herstellung von partiell funktionalisierter DNA durch
Verknüpfung (Ligation) mit normaler DNA (b) SEM-Bild der Aldehyd-DNA
nach Reaktion mit Tollens-Reagenz (Mit freundlicher Genehmigung von Nano
Lett. © 2004, American Chemical Society).[387]

erhalten werden. Bei Zugabe von Tollens-Lösung bildeten sich nur in den be-
handelten Bereichen Silbercluster (s. Abb. 7.4b). Als alternative Technik wurden
bestimmte Teile der DNA durch ein DNA-bindendes Protein vor der Reaktion
mit Glutaraldehyd geschützt.[4, 387] Auch dadurch war eine selektive Metallisie-
rung der DNA möglich.

7.2. Metallisierung von DNA
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Abbildung 7.5: Verwendung der „Click“-Reaktion zur Einführung von Alde-
hyden in DNA zur Metallisierung von DNA. (Rechts: AFM-Aufnahmen ei-
nes mit Zuckerazid 44 funktionalisierten 900 Basenpaare langen PCR-Produkts
(dCTP 49) nach Tollens-Reaktion und Goldentwicklung).[413]

Wie die Arbeiten von Keren et al. zeigen, ist die selektive Metallisierung von
DNA durch Einführung von Aldehydgruppen möglich. Allerdings ist die Re-
aktion mit Glutaraldehyd unselektiv und es ist nicht sicher wie viele Aldehyd-
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7. DNA als Templat zur Abscheidung von Metallen

gruppen an der DNA sind.[4, 387] Bei der Verwendung von DNA aus modifi-
zierten Monomeren wäre es möglich die Dichte an Aldehyden genau zu kon-
trollieren und so den Prozess der Metallabscheidung besser zu steuern. Da für
die Untersuchungen mit AFM oder STM lange DNA benötigt wird, wurde die
Funktionalisierung der DNA mit Hilfe der „Click“-Reaktion gewählt (s. Abb.
7.5) Die ersten Arbeiten wurden in der Gruppe um Prof. Eichen (Technion, Is-
rael) durchgeführt. Alle hier gezeigten Experimente wurden von Monika Fischler
in der Gruppe von Prof. Simon an der RWTH Aachen entwickelt und durchge-
führt.

Das AFM-Bild in der Abbildung 7.5 zeigt ein metallisiertes 900 Basenpaa-
re langes PCR-Produkt (d19:d22; Triphosphat dCTP 49)[413] Entsprechend den
Ergebnissen aus dem enzymatischen Abbau der anderen PCR-Produkte sollte
die Funktionalisierung mit dem Zuckerazid 44 quantitativ sein. Dieses PCR-
Produkt enthält dann 352 Zucker pro PCR-Produkt. Die in der Abbildung ge-
zeigten DNA-Proben wurden zuerst mit Tollens-Reagenz behandelt. Danach
wurde an den Silberkeimen noch Gold abgeschieden. Die Länge der erhalte-
nen Drähte liegt bei ungefähr 300 Nanometern, was ungefähr einer DNA dieser
Länge entspricht. Die Nanodrähte scheinen recht homogen zu sein. Zur Unter-
suchungen der Leitfähigkeit waren sie allerdings etwas zu kurz.

Ein unerwartetes Problem bei der Herstellung der Proben stellte das noch in
der Probe vorhandene Templatplasmid der PCR dar. Die modifizierte DNA ist
deutlich hydrophober als natürliche. Das hatte zur Folge, dass das Plasmid, ob-
wohl nur in sehr geringen Mengen vorhanden, bevorzugt auf der Oberfläche
haftete und daher im AFM deutlich zu sehen war. Die Alkin-DNA wurde des-
wegen vor der Reaktion per Gelelektrophorese gereinigt. Danach wurden durch
Gelfiltration die Reste des Gels und der Extraktion entfernt. Mit der erhaltenen
DNA wurde die „Click“-Reaktion mit dem Zuckerazid 44 durchgeführt und die
DNA durch Fällung mit Ethanol gereinigt.

Für Untersuchungen der Leitfähigkeit wurde das 2000 Basenpaare lange
PCR-Produkt (d19:d24; Triphosphat 49) auf gleiche Weise wie das andere PCR-
Produkt gereinigt, mit dem Zuckerazid 44 funktionalisiert und in Aachen ver-
messen. Es wurde für dieses Experiment nur mit Silber beschichtet (s. Abb. 7.6).
Der vollständig metallisierte Strang hatte ungefähr die korrekte Länge und war
sehr homogen. Dass es sich um DNA handelt, zeigt der Elementnachweis mit
EXF. Neben dem deutlichen Silber- und Kohlenstoffsignal, ist auch ein Phos-
phorsignal zu erkennen.

Um die Leitfähigkeit zu messen wurde die metallisierte DNA mit zwei Elek-
troden kontaktiert. Leider waren die Untersuchungen zum Ende der Arbeit
noch nicht abgeschlossen. Das Aufbringen der beiden Spitzen ist sehr kompli-
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Ag

C

P

Abbildung 7.6: SEM-Aufnahmen eines mit Zuckerazid 44 funktionalisierten
2300 Basen langen PCR-Produkts (dCTP 49) nach Tollens-Reaktion und Silber-
entwicklung mit Elementnachweis (rechts) (Bild von M. Fischler).

Abbildung 7.7: Kontaktierung der mit Silber metallisierten DNA für Leitfähig-
keitsmessungen (Bild von M. Fischler).

ziert und schon sehr kleine Abstände zwischen der Elektrode und der DNA
können großen Einfluss auf die gemessene Leitfähigkeit haben.

Die Arbeiten zeigen, dass die Einführung von Aldehyden in DNA die Ab-
scheidung von Metall ermöglicht. Die Hintergrundmetallisierung ist gering
und die entstehenden Strukturen sind recht homogen. Der nächste Schritt wäre
die Konstruktion von Strukturen, welche normale und Aldehyd-DNA enthal-
ten, um die Metallisierung zu steuern.
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7. DNA als Templat zur Abscheidung von Metallen

7.3. Herstellung von partiell modifizierter DNA

Ähnlich wie die selektive Funktionalisierung durch Glutaraldehyd sollte auch
versucht werden, DNA herzustellen, welche aus modifizieren und unmodizi-
fierten Bereichen besteht. Für Studien zur Selektivität der Metallisierung be-
steht das einfachste Konstrukt aus zwei modifizierten Sektionen und einem un-
modifizierten Mittelteil. Dadurch wären im AFM oder SEM immer zwei metal-
lisierte Bereiche, getrennt durch einen gleichen Abstand, sichtbar.

L

P

L

P

blunt end Ligation sticky end Ligation

Abbildung 7.8: Prinzip der blunt end- und der sticky end-Ligation.

Die einfachste Methode zur Verknüpfung von DNA-Doppelsträngen ist die
Verwendung von Ligasen (Ligation, s. Abb. 7.8). Diese Enzyme können beliebi-
ge DNA-Enden miteinander verknüpfen. Dafür muss mindestens einer der bei-
den Stränge phosphoryliert sein. Es gibt zwei Arten der Ligation. Bei der blunt
end-Ligation werden zwei beliebige Enden ohne Überhang verbunden (s. Abb.
7.8). Bei dieser Methode steuert nur die Phosphorylierung, welche Enden ligiert
werden können. Im Gegensatz dazu steuern bei der sticky end-Ligation kurze
einzelsträngige Überhänge, welche DNA-Enden verbunden werden. Da die-
se Überhänge durch DNA-schneidende Enzyme (Restriktionsenzyme) erzeugt
werden können, findet diese Technik breite Anwendung in der Biochemie.

Das Hauptproblem bei Verwendung von Ligation zur Herstellung dieser
Konstrukte ist die Effizienz der Reaktion. So ist die Molarität der freien DNA-
Enden sehr gering und damit auch die Wahrscheinlichkeit des Aufeinandertref-
fens zweier passender Enden. Bei den meisten biochemischen Versuchen wer-
den die Produkte nach der Reaktion in Zellen oder durch PCR gezielt amplifi-
ziert. Bei Verknüpfung von DNA aus verschiedenen modifizierten Triphospha-
ten ist dies nicht möglich.

In ersten Versuchen wurde durch Zugabe von einer Kinase oder durch Ver-
wendung von phosphorylierten Primern versucht verschiedene Stränge über
blunt end-Ligation miteinander zu verknüpfen. Zwar waren die korrekten Pro-
dukte erkennbar aber die Ausbeute der Reaktion war zu gering. Auch die Ver-
wendung von Additiven wie PEG-6000[414, 415] brachte keine Verbesserung.
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Eine bessere Steuerung der Ligation kann durch die Verwendung von DNA-
Überhängen erreicht werden (sticky ends). Allerdings kann modifizierte DNA
resistent gegen die benötigten Restriktionsenzyme sein (s. Abschnitt 5.5.3).

Zu anderen Möglichkeiten zur Herstellung von Überhängen in PCR-
Produkten gibt es einige Arbeiten. So wurden Monomere, wie Arabinose-
Zucker,[416] Uracile[417] oder andere,[418] in die Primer eingebaut, welche die
Polymerase nicht prozessieren kann oder welche nach der PCR herausgeschnit-
ten werden können. Ebenso möglich ist das Hybridisieren von PCR-Produkten,
welche mit unterschiedlich langen Primern hergestellt wurden.[419] Dadurch
lassen sich zumindest anteilig beliebige DNA-Überhänge herstellen. Als weite-
re Alternative wurden auch viele chemische Ligationsmethoden entwickelt.[420]

7.4. Ausblick

Die selektive Metallisierung von DNA ist ein wichtiger Schritt für die Konstruk-
tion von leitfähigen Strukturen aus DNA. Der Einbau von Aldehydfunktionen
direkt an die DNA kann dabei helfen die Abscheidung von Metallen auf be-
stimmte DNA-Bereiche zu beschränken. Wie die verwendeten Ansätze gezeigt
haben, gibt es noch viel Spielraum in der Gestaltung der Monomere und Re-
aktionen. Der direkte Einbau von Aldehyden erfordert die Entwicklung und
Synthese von Monomeren, welche gut eingebaut werden und quantitativ Al-
dehyde freisetzen können. Bei der postsynthetische Funktionalisierung ist die
„Click“-Reaktion eine sehr zuverlässige Methode beliebige Funktionen einzu-
führen.

Unabhängig von der verwendeten Methode zur Einführung der Aldehyde ist
die Herstellung von DNA-Konstrukten, welche eine selektive Positionierung
von modifizierten Bereichen überhaupt ermöglichen, eine wichtige zukünfti-
ge Aufgabe. Die Ligation von mehreren DNA-Fragmenten mit hoher Zuver-
lässigkeit ist nur ein möglicher Weg. So ist die Kontrolle selbstorganisieren-
der Strukturen aus kurzen, synthetischen DNA-Oligomeren ähnlich dem „Smi-
ley“ schon sehr weit fortgeschritten. So wurden schon regelmäßige DNA-Gitter
durch Selbstorganisation eines kreuzförmigen Bausteins hergestellt, der aus in-
einander verwobenen DNA-Strängen besteht.[375] Die erhaltenen breiten Bän-
der wurden mit Glutaraldehyd funktionalisiert und mit Silber metallisiert. Die
Konstrukte zeigten eine gute Leitfähigkeit. Vielleicht ist auch durch die Hybri-
disierung von modifizierten und unmodifizierten kurzen synthethischen Ein-
zelsträngen eine Herstellung von partiell funktionalisierten Strukturen mög-
lich.
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8.1. Material und Methoden

CD-Spektren (Zirkulardichroismus-Spektren) von DNA-Doppelsträngen wur-
den mit einem J 810 Spektralpolarimeter der Firma Jasco und einem CDF
426 S Temperature Controller aufgenommen. Es wurden geschwärzte Kü-
vetten der Firma Helma mit einem Innendurchmesser von 4 mm, einer
Schichtdicke von 10 mm mit einem Gesamtvolumen von 100 μL verwen-
det. Vor oder nach jeder Messung wurde eine Leermessung mit dem ver-
wendeten Puffer aufgenommen und von der Messung abgezogen.

Dünnschichtchromatogramme (DC) wurden mit Aluminium-Fertigplatten
der Firma Merck (Kieselgel 60 F254-Dünnschicht, 5 cm × 10 cm) durchge-
führt. Die Substanzen wurden unter UV-Licht (254 bzw. 366 nm) oder
durch Anfärben mit Anisaldehyd-Tauchreagenz[421] (0.5 mL Anisaldehyd
in 50 mL Eisessig und 1 mL Schwefelsäure, Platte auf 100 ◦C erwärmen)
sichtbar gemacht.

Extinktionskoeffizienten von Oligonukleotiden bei 260 nm wurden aus der
Summe der Extinktionskoeffizienten der einzelnen Nukleotide (dA
15.2 L mmol-1 cm-1, dC 7.1 L mmol-1 cm-1, dG 12.0 L mmol-1 cm-1, dT
8.4 L mmol-1 cm-1), berechnet. Für die modifizierten Monomere wurde der
Koeffizient von T angenommen.

HPL-Chromatographie wurde auf einer Merck-Hitachi-Anlage (L-7400 UV-
Detektor, L-7480 Fluoreszenzdetektor, L-7100 Pumpe) oder Anlagen von
Waters (Alliance 2695 mit Photo Diode Array 2996 oder 996 und Fluoreszenz-
Detektor 2475; Präparative HPLC 1525EF mit 2484 UV-Detektor) durchge-
führt. Für analytische Umkehrphasen-Trennungen wurden CC Nucleosil
100-5 C18 oder CC Nucleosil 100-3 C18 (CC Nucleodur 100-3 C18ec)-Säulen
der Firma Macherey & Nagel verwendet. Präparative Oligonukleotidtren-
nungen wurden mit VP250/10 Nucleosil 100-5 C18-Säulen der Firma Ma-
cherey & Nagel durchgeführt. Triphosphate wurden über eine VP250/21
Nucleosil 100-7 C18 mit einer Vorsäule VP50/21 aus dem gleichen Material
getrennt.
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Infrarot-Spektren (IR) wurden von KBr-Presslingen (ca. 1 mg Substanz auf
300 mg KBr) oder als Film zwischen NaCl-Platten mit einem Bruker IFS
88 bzw. Bruker IFS 25 Spektrometer aufgenommen. Die Lage der Banden
wird in cm-1 angegeben; die relativen Intensitäten sind mit den Symbolen
ss (sehr stark), s (stark), m (mittel) oder w (schwach) vermerkt.

1H-Kernresonanzspektren (1H-NMR) wurden bei Raumtemperatur auf den
Geräten Bruker AMX 200, Varian Mercury 200VX, Bruker ARX 300, Varian
VXR400S, Varian Inova 400, Bruker DRX 500 sowie Bruker ARX 600 aufge-
nommen. In Klammern sind jeweils die Messfrequenzen in MHz sowie
das Lösungsmittel vermerkt. Die chemische Verschiebung δ ist in ppm re-
lativ zu TMS angegeben, wobei das entsprechende Lösungsmittelsignal
CHCl3 (δ = 7.26) in CDCl3, DMSO (δ = 2.50) in DMSO-d6 sowie HDO
(δ = 4.65) in D2O als interne Referenz dient.[422] Die Kopplungskonstante
J ist in Hz angegeben. Die Signalmultiplizitäten wurden mit den Sym-
bolen s (Singulett), d (Dublett), t (Triplett), q (Quartett), m (Multiplett),
sowie ggf. deren Kombinationen gekennzeichnet. Breiten Signalen wurde
das Symbol b vorangestellt. Die Signalzuordnungen wurden in der Regel
unter Zuhilfenahme von COSY-Spektren durchgeführt.

13C-Kernresonanzspektren (13C-NMR) wurden bei Raumtemperatur auf den
Geräten Bruker AC 200, Bruker ARX 300, Varian VXR400S, Varian Inova
400, Bruker DRX 500 sowie Bruker AMX 600 protonenentkoppelt aufge-
nommen. In Klammern sind jeweils die Messfrequenzen im MHz sowie
das Lösungsmittel vermerkt. Die chemische Verschiebung δ ist in ppm re-
lativ zu TMS angegeben, wobei das entsprechende Lösungsmittelsignal
CHCl3, (δ = 77.00) in CDCl3 bzw. DMSO (δ = 39.50) in DMSO-d6 als in-
terne Referenz dient. Die Peakzuordnungen wurden per Inkrementrech-
nung, oder wenn nötig, mit Hilfe von APT-, HSQC- oder HMBC-Spektren
durchgeführt.

31P-Kernresonanzspektren (31P-NMR) wurden bei Raumtemperatur auf den
Geräten Bruker AMX 200 oder Varian Mercury 200VX aufgenommen. In
Klammern sind jeweils die Messfrequenzen in MHz sowie das Lösungs-
mittel vermerkt. Die chemische Verschiebung δ ist in ppm relativ zu 85 %
H3PO4 angegeben, welche als externer Standard dient.

Lösungsmittel und Chemikalien wurden, wenn nicht anders vermerkt, in den
kommerziell erhältlichen Qualitäten puriss., p. a. oder purum eingesetzt
und von den Firmen Fluka, Aldrich, Acros, Sigma oder Merck bezogen. THF
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wurde über K, CH2Cl2 über CaH2, Toluol über Na und MeOH über Mg
getrocknet und destilliert bzw. trocken von den Firmen Fluka, Aldrich oder
Acros bezogen. Einengen von Lösungsmitteln in vacuo wurde mit einem
Rotationsverdampfer VV 2000 der Firma Heidolph am Membranpumpen-
vakuum durchgeführt. Reaktionsprodukte wurden mindestens acht Stun-
den am Hochvakuum (10-2–10-3 mbar) getrocknet. Kleinere Mengen wäss-
riger oder alkoholischer Lösungen wurden auch mit einer SpeedVac Plus
SC110A der Firma Savant am Ölpumpenvakuum eingeengt. Wässrige Pro-
ben wurden in Stickstoff eingefroren und lyophlysiert (Christ ALPHA 2-4)

Massenspektren (MS, HRMS): EI-Massenspektren wurden auf den Spek-
trometern MAT CH7A oder MAT90 der Firma Varian aufgenommen.
Für FAB-Massenspektren in Niedrig- und Hochauflösung wurde ein
Finnigan MAT95-Massenspektrometer verwendet. Messungen von ESI-
Massenspektren in Niedrig- und Hochauflösung wurden mit einem
Finnigan MAT95S, JEOL JMS-700 oder PE ScieX API QStar Pulsar i-
Massenspektrometer durchgeführt. (Probenkonzentration ca. 10-5 M in
MeOH oder MeCN). FTICR-Massenspektren wurden auf einem Finnigan
LQ ICR aufgenommen. Die Polarität der gemessenen Ionen wird zusam-
men mit der Methode angegeben. Die Masse der detektierten Ionen wird
in Abhängigkeit zur Ionenladung in der Form m

z und die relativen Si-
gnalintensitäten bezogen auf das größte Signal in % angegeben. MALDI-
TOF-Massenspektrometrie zur Bestimmung der Masse von Oligonukleo-
tiden wurde mit einem Bruker Autoflex II-Spektrometer unter Verwendung
einer Hydroxypicolinsäurematrix (HPA, 25 mg 3-Hydroxypicolinsäure,
5 mg Ammoniumcitrat und 5 μL 15-Krone-5 in in 0.5 mL Wasser) durch-
geführt. Für kleine Moleküle wurde auch mit 6-Aza-2-thiothymin (ATT,
14 mg auf 100 μL H2O:MeCN) als Matrix gemessen . Die Angabe der
Messwerte erfolgt ebenfalls in der Form m

z .

Oligonukleotidsynthese wurde auf einem Expedite 8909 Nucleic Acid Syn-
thesis System der Firma PerSeptive Biosystems durchgeführt. Ultramild®-
Phosphoramidite und das CPG-Trägermaterial für die DNA-Synthese
wurden von Glen Research bezogen. Als Lösungsmittel für die Phos-
phoramidite und den Aktivator wurde Acetonitril mit einem Wasserge-
halt von 0.1 ppm verwendet. Die verwendeten Syntheseprotokolle wer-
den in Abschnitt 8.6 und in Anhang A.1 erläutert. Nach Abspaltung vom
Träger, Entschützung unter basischen Bedingungen und Reinigung mit-
tels HPLC wurden die Massen der Oligonukleotide durch MALDI-TOF-
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Massenspektrometrie gemessen und mit dem theoretischen Wert vergli-
chen.

Säulenchromatographie wurde mit Kieselgel 60 der Firma Merck durchgeführt.
Die Elution erfolgte bei Raumtemperatur unter Anwendung eines N2-
Überdrucks von 0.2–0.5 bar.

Schmelzkurven von Oligonukleotidkomplexen wurden mit einem Cary 100 Bio
Spektralphotometer mit Cary Temperature Controller, Sample Transport Ac-
cessory und Multi Cell Block der Firma Varian ermittelt. Der Temperaturgra-
dient betrug 0.5 ◦C/min. Es wurden in der Regel fünf aufeinanderfolgen-
de Messungen im Temperaturbereich 85 ◦C → 0 ◦C und 0 ◦C → 85 ◦C bei
260 nm sowie 320 nm durchgeführt. Die Messung der Temperatur erfolgte
in einer Referenzküvette. Der Probenraum wurde während der Messung
mit Stickstoff gespült. Für die Messungen wurden, wenn nicht anders be-
schrieben, Küvetten mit 4 mm Innendurchmesser und 10 mm Schichtdi-
cke der Firma Helma verwendet. In der Regel wurden die Schmelzkur-
ven mit DNA-Konzentrationen von 3 μM in wässrigen Lösungen mit NaCl
(150 mM) und Tris/HCl, pH=7.4 (10 mM) bestimmt. Die Proben in den Kü-
vetten wurden mit Dimethylpolysiloxan überschichtet. Zur Auswertung
wurden mit Hilfe von Microcal Origin die fünf temperaturabhängigen Ab-
sorptionskurven bei 260 nm gemittelt. Von der erhaltenen Kurve wur-
de die gemittelte temperaturabhängige Hintergrundmessung bei 320 nm
abgezogen. Schmelzpunkte (Tm) von Oligonukleotiden ergeben sich aus
dem Nulldurchgang der geglätteten zweiten Ableitung der Schmelzkurve
eines Oligonukleotiddoppelstrangs.

UV-Spektroskopie zur Quantifizierung von Oligonukleotiden wurde auf ei-
nem Varian Cary 100 Bio Spektralphotometer durchgeführt. Die Lösungen
wurden im Konzentrationsbereich 0.5 ≤ OD260 ≤ 1.0 bei 80 ◦C gemessen.
Vom Messwert bei 260 nm wurde der Nullwert bei 320 nm abgezogen und
die DNA-Konzentration mit Hilfe des errechneten Extinktionskoeffizien-
ten ermittelt.
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8.2. Synthese der Alkinmonomere

8.2.1. Synthese von 5-Ethinyl-2’-desoxyuridin (6)

5-(2-Trimethylsilylethinyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin (6)

O

O

O N

NH

O

OSi

Si

Si

Zu einer entgasten Lösung von 5-Iod-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-
desoxyuridin 5 (1 g, 1.72 mmol), Kupfer(I)-iodid (65 mg, 0.34 mmol, 0.2 eq)
und Pd(PPh3)4 (199 mg, 0.17 mmol, 0.1 eq) in DMF (5 mL) wurde Hünig-Base
(366 μL, 2.15 mmol, 1.25 eq) gegeben und die Lösung erneut entgast. Dazu
wurde entgastes Trimethylsilylethin (146 μL, 2.06 mmol, 1.2 eq) über einen
Zeitraum von 30 Minuten zugetropft. Die Lösung wurde 16 Stunden bei
Raumtemperatur gerührt. Danach wurde die Reaktion aufkonzentriert und
Ethylacetat zugegeben. Die organische Phase wurde zweimal mit Wasser
und zweimal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen und über Na2SO4 getrocknet.
Säulenchromatographische Reinigung (Hexan:Ethylacetat 5:1 → Ethylacetat)
ergab 6 als weißen Schaum (635 mg, 1.14 mmol, 67 %).

Rf = 0.52 (Isohexan:Ethylacetat 1:1). 1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ = 0.07
(s, 3 H, SiCH3), 0.08 (s, 3 H, Si(CH3)), 0.14 (s, 3 H, SiCH3), 0.15 (s, 3 H, SiCH3),
0.22 (s, 9 H, Si(CH3)3), 0.89 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 0.93 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 2.01
(ddd, 1 H, J = 13.4, 7.8, 5.9 Hz, C2’H), 2.31 (ddd, 1 H, J = 13.1, 5.7, 2.4 Hz, C2’H),
3.76 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.1 Hz, C5’H) 3.90 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.3 Hz, C5’H), 4.44-
4.38 (m, 1 H, C4’H), 6.28 (dd, 1 H, J = 7.8, 5.8 Hz), 7.96 (s, 1 H, C6H), 8.39 (s, 1
H, NH). 13C-NMR (100.6 MHz, CDCl3): δ = −5.5 (SiCH3), −5.1 (SiCH3), −4.9
(SiCH3), −4.7 (SiCH3), −0.1 (Si(CH3)3), 18.0 (SiC(CH3)3), 18.4 (SiC(CH3)3),
25.7 (SiC(CH3)3), 26.1 (SiC(CH3)3), 42.1 (C2’), 63.0 (C5’), 72.5 (C3’), 85.9 (C1’),
88.4 (C4’), 95.4 (C ≡ CSi(CH3)3), 99.6 (C ≡ CSi(CH3)3), 100.3 (C5), 142.8 (C6H),
149.0 (C2) 161.0 (C4). HRMS (FT-ICR+ , M + H+): ber. für [C26H49N2O5Si3]+ :
553.2944 gef. 553.2945.
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8.2. Synthese der Alkinmonomere

5-Ethinyl-2’-desoxyuridin (9)[143]

O

OH

HO N

NH

O

O

6 (1.27 g, 2.26 mmol) wurde in THF (15 mL) gelöst und TBAF (7.2 mL, 1 M in
THF, 3.2 eq) zugegeben. Die Reaktion wurde drei Stunden gerührt. Nach voll-
ständigem Umsatz (3 h, DC-Kontrolle) wurden drei Tropfen Eisessig zugegeben
und das Lösungsmittel in vacuo entfernt. Säulenchromatogaphische Reinigung
(CHCl3:MeOH 10:1 → 5:1) ergab 9 als weißes Pulver (456 mg, 1.81 mmol, 80 %).

Rf = 0.37 (CDCl3:MeOH 5:1). 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 2.34-2.51 (m,
1 H, C2’H), 2.59 (ddd, 1 H, J = 13.6, 6.3, 4.8 Hz, C2’H), 3.37 (s, 1 H, C ≡ CH), 3.99
(dd, 1 H, J = 12.1, 2.6 Hz, C5’H), 4.11 (dd, 1 H, J = 11.9, 2.7 Hz, C5’H), 4.23-4.28
(m, 1 H, C4’H), 4.77-4.82 (m, 1 H, C3’H), 6.60 (t, 1 H, J = 6.3 Hz, C1’H), 7.89 (s,
1 H, C6H), 8.73 (s, 1 H, NH).

5-Ethinyl-5’-(4,4’-dimethoxytrityl-)-2’-desoxyuridin (75)[145]

O

OH

O N

NH

O

OO

O

9 (477 mg, 1.89 mmol) wurde in Pyridin (20 mL) gelöst und die Lösung über
Molsieb (4Å) drei Stunden gerührt. Danach wurde 4,4’-Dimethoxytritylchlorid
(769 mg, 2.27 mmol, 1.2 eq) und eine katalytische Menge DMAP zugegeben. Die
Reaktion wurde 16 Stunden gerührt und danach mit Chloroform verdünnt. Die
organische Phase wurde zweimal mit ges. NaHCO3-Lösung gewaschen, über
Na2SO4 getrocknet und das Lösungsmittel in vacuo entfernt. Säulenchromato-
graphische Reinigung (CHCl3:MeOH:Pyridin 40:1:0.2 → 20:1:0.2) ergab 75 als
weißen Feststoff (678 mg, 1.22 mmol, 63 %).

Rf = 0.26 (CHCl3:MeOH 40:1). 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 2.38-2.19 (m,
1 H, C2’H), 2.53 (ddd, 1 H, J = 13.7, 5.9, 3.0 Hz , C2’H), 2.89 (s, 1 H, C ≡ CH),
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3.38 (m, 2 H, C5’H), 3.78 (s, 6 H, OCH3), 4.10-4.12 (m, 1 H, C4’H), 4.54-4.57 (m,
1 H, C3’H), 6.29 (dd, 1 H, J = 7.2, 6.0 Hz, C1’H), 6.76-6.97 (m, 4 H), 7.38-7.17 (m,
9 H), 8.08 (s, 1 H, C6H), 9.34 (bs, 1 H, NH).

5-Ethinyl-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl-)-3’-O-((2-
cyanoethoxy)(diisopropylamino)phosphono)-2’-desoxyuridin (15)[145]

O

O

O N

NH

O

OO

O

P N
O

NC

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 75 (500 mg, 0.90 mmol) in tro-
ckenem Dichlormethan (10 mL) wurde Triisopropylammonium tetrazo-
lid[147] (169 mg, 0.99 mmol, 1.1 eq) und 2-Cyanoethyl-N,N,N’,N’-tetraisopropyl-
phosphordiamidit[146] (755 μL, 2.38 mmol, 2.6 eq) gegeben und die Reaktion bei
Raumtemperatur für 5 Stunden gerührt. Das Lösungsmittel wurden in vacuo
entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch gereinigt (deakt. Si, Di-
chlormethan mit 2 % MeOH und 1 % Pyridin und anschließend Isohexan mit
35 % Ethylacetat → 1:1) Man erhielt 15 als klaren Film (284 mg, 0.23 mmol, 38 %).

Rf = 0.14 (Dichlormethan mit 2 % MeOH und 1 % Pyridin); 31P-NMR
(80.9 MHz, CDCl3): δ = 149.5, 150.0; MS (MALDI-TOF+ , [M+Na+]+): 777.5.
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8.2. Synthese der Alkinmonomere

5-Ethinyl-5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin (21)[158]

O

OH

O N

NH

O

OP
O

O
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O

O

O

Synthese nach Eckstein:[155]

5-Ethinyl-3’-O-acetyl-2’-desoxyuridin1 76 (29.42 mg, 100 μmol) wurde in 2 mL
Pyridin gelöst und das Lösungsmittel im Hochvakuum entfernt. Der trockene
Rückstand wurde in Pyridin:Dioxan (100 μL : 300 μL) gelöst und 2-Chloro-5,6-
benzo-l,3,2-dioxaphosphorin-4-on 74 (100 μL, 1 M in DMF) zugegeben und die
Reaktion 10 Minuten gerührt. Danach wurde eine Lösung von Pyrophosphat
(0.5 M in Tri-n-butylamin:DMF 3:1) zugegeben. Es fiel ein Feststoff aus, der
sich sofort wieder löste. Nach 20 Minuten wurde Iod-Lösung (2 mL, 1 % I2 in
Pyridin:H2O 98:2) zugegeben und nach weiteren 15 Minuten wurde das über-
schüssige Iod mit NaHSO3-Lösung (5 % in Wasser, 28 Tropfen) reduziert. Das
Lösungsmittel wurde entfernt und der Rückstand in 3 mL Wasser aufgenom-
men. Nach einer halben Stunde wurden 6 mL konzentrierte Ammoniak-Lösung
zugegeben und nach einer weiteren Stunde das überschüssige Ammoniak im
Hochvakuum entfernt und die restliche Lösung lyophilisiert. Reinigung mit
DEAE Sephadex (TEAB 0.1M → 1 M; Produkt bei 0.5) ergab 21 als Triethylam-
moniumsalz.

RP-HPLC (0 → 30 % in 45 Minuten; 0.1 M TEA:AcOH 0 → 80 % MeCN, Pro-
dukt bei 15.6 Min.). 31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.14 (t, J = 19.7 Hz),
−10.52 (d, J = 20.1 Hz), −8.90 (d, J = 19.9 Hz). MALDI-MS−(ATT): [M−H]−

490.76.

1Zur Verfügung gestellt von G.A. Burley.
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8.2.2. Synthese von 5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuridin (10)

5-(5-Hydroxy-pent-1-inyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin
(7)[423]
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Si

HO

5-Iod-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin 5 (1.00 g, 1.72 mmol),
Pd(PPh3)4 (0.198 g, 0.172 mmol, 0.1 eq) und CuI (0.065 g, 0.344 mmol, 0.2 eq)
wurden in DMF (3 mL) gelöst und dreimal entgast. Zu dieser Lösung wurde
entgastes N,N-Diisopropylethylamin (1.5 mL, 8.59 mmol, 5 eq) gegeben. Nach
10 Minuten wurde eine Lösung von 4-Pentin-1-ol (320 μL, 3.44 mmol, 2 eq in
1 mL DMF) innerhalb einer Stunde zugetropft und die Reaktion über Nacht
bei Raumtemperatur gerührt. Nach Entfernung des DMF in vacuo wurde der
Rückstand in Ethylacetat aufgenommen (200 mL) und die organische Phase
mit ges. NaCl-Lösung (3x) und einmal mit Wasser gewaschen und über MgSO4
getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Isohexan: Ethylacetat 1:1 →
2:1) ergab 7 als hellgelben Schaum (0.790 g, 1.47 mmol, 86 %).

Rf = 0.35 (Ethylacetat).1H-NMR (300 MHz, CDCl3): δ = −0.01 (s, 3 H,
SiCH3), 0.00 (s, 3 H, SiCH3), 0.05 (s, 3 H, SiCH3), 0.07 (s, 3 H, SiCH3), 0.81 (s,
9 H, SiC(CH3)3), 0.85 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.74 (m, 2 H, CH2CH2CH2OH), 1.95
(m, 1 H, C2′H ), 2.20 (m, 1 H, C2′H), 2.42 (t, 2 H, J = 6.0 Hz, C ≡ CCH2CH2),
3.67 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.1 Hz, C5′H), 3.70 (m, 2 H, J = 6.0 Hz, CH2CH2CH2OH),
3.81 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.1 Hz, C5′H), 3.89 (m, 1 H, C4′H), 4.32 (m, 1 H,
C3′H), 6.20 (dd, 1 H, J = 7.5, 6.0 Hz, C1′H), 7.83 (s, 1 H, C6H), 8.84 (bs,
1 H, NH). OH fehlt. 13C-NMR (75.5 MHz, CDCl3): δ = −5.4 (SiCH3), −5.3
(SiCH3), −4.8 (SiCH3), −4.6 (SiCH3), 16.7 (C ≡ CCH2CH2), 18.0 (SiC(CH3)3),
18.5 (SiC(CH3)3), 26.1 (SiC(CH3)3), 26.4 (SiC(CH3)3), 31.5 (CH2CH2CH2OH),
42.3 (C2′), 61.9 (CH2CH2CH2OH), 63.3 (C5′), 72.4 (C ≡ C), 72.7 (C3′), 86.0 (C1′),
88.7 (C4′), 95.0 (C ≡ C), 100.9 (C5), 141.9 (C6), 149.6 (C2), 162.4 (C4). HRMS
(ESI+ , M + Na+): ber. für [C26H46N2O6Si2 + Na+]+ : 561.2787 gef. 561.2803.
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5-(5-Oxo-pent-1-inyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin (16)
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Zu einer Lösung von 7 (0.30 g, 0.56 mmol) in Dichlormethan (5 mL) wurde
unter Stickstoffatmosphäre eine Lösung von Dess-Martin-Periodinan (0.378 g,
0.89 mmol, 1.6 eq) in Dichlormethan (5 mL) über einen Zeitraum von 5 Minuten
zugetropft. Die Reaktion wurde noch 2 Stunden bei Raumtemperatur gerührt
und dann gesättigte Natriumthiosulfat-Lösung (10 mL) zugegeben. Die Reak-
tion wurde mit Dichlormethan (200 mL) verdünnt und die organische Phase
mit ges. NaCl-Lösung (2x) und mit Wasser (3x) gewaschen und über MgSO4
getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Isohexan:Ethylacetat 2:1) er-
gab 16 als gelblichen Schaum (0.193 g, 0.36 mmol, 65 %).

Rf = 0.78 (Isohexan:Ethylacetat 2:1). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 0.07 (s,
3 H, SiCH3), 0.00 (s, 3 H, SiCH3), 0.05 (s, 3 H, SiCH3), 0.06 (s, 3 H, SiCH3), 0.81
(s, 9 H, SiC(CH3)3), 0.85 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.95 (m, 1 H, C2′H), 2.21 (m, 1 H,
C2′H), 2.61 (t, 2 H, J = 7.2 Hz, CH2CH2), 2.67 (t, 2 H, J = 7.2Hz, CH2CH2), 3.68
(dd, 1 H, J = 11.4, 2.4Hz, C5′H), 3.81 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.4 Hz, C5′H), 3.89 (m, 1 H,
C4′H), 4.32 (m, 1 H, C3′H), 6.20 (dd, 1 H, J = 7.2, 6.0 Hz, C1′H), 7.84 (s, 1 H, C6H),
8.99 (bs, 1 H, NH), 9.72 (s, 1 H, CHO). 13C-NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = −3.8
(SiCH3), −3.7 (SiCH3), −3.1 (SiCH3), −2.9 (SiCH3), 14.4 (C ≡ CCH2CH2), 19.7
(SiC(CH3)3), 20.1 (SiC(CH3)3), 27.4 (SiC(CH3)3), 27.7 (SiC(CH3)3), 43.7 (C2′),
44.1 (CH2CH2CHO), 64.6 (C5′), 74.0 (C3′und C ≡ C), 87.5 (C1′), 90.0 (C4′), 94.3
(C ≡ C), 101.9 (C5), 143.8 (C6), 150.9 (C2), 163.7 (C4), 201.6 (CHO). HRMS (ESI+ ,
M + Na+) ber. für [C26H44N2O6Si2 + Na+]+559.2635 gef. 559.2634.
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5-(Hexa-1,5-diinyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin (18)
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Zu einer Lösung von 16 (0.463 g, 0.86 mmol) und K2CO3 (0.233g, 1.72 mmol,
2 eq) in trockenem Methanol wurde unter Stickstoffatmosphäre eine Lösung
von 1-Diazo-2-oxo-propyl-phosphonsäurediethylester (17, 227 mg, 1.03 mmol,
1.2 eq in 20 mL Methanol) zugegeben. Die Reaktion wurde über Nacht bei
Raumtemperatur gerührt, danach filtriert und das Lösungsmittel in vacuo
entfernt. Der Rückstand wurde in Ethylacetat aufgenommen und die orga-
nische Phase mit ges. NaCl-Lösung (2x) und mit Wasser (2x) gewaschen
und über MgSO4 getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Isohex-
an:Ethylacetat 4:1 → 2:1) ergab 18 als farblosen Schaum (220 mg, 0.41 mmol,
48 %).

Rf = 0.72 (Isohexan:Ethylacetat 4:1). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 0.00
(s, 3 H, SiCH3), 0.01 (s, 3 H, SiCH3), 0.06 (s, 3 H, SiCH3), 0.07 (s, 3 H, SiCH3),
0.82 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 0.86 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.93 (m, 1 H, C2′H), 1.95
(s, 1 H, C ≡ CH), 2.22 (m, 1 H, C2′H), 2.39 (dt, 2 H, J = 8.4, 2.4 Hz, CH2CH2),
2.55 (t, 2 H, J = 8.4 Hz, CH2CH2), 3.68 (dd, 1 H, J = 11.4, 2.4 Hz, C5′H), 3.81
(d, 1 H, J = 11.4, 2.4 Hz, C5′H), 3.89 (m, 1 H, C4′H), 4.33 (m, 1 H, C3′H), 6.20
(dd, 1 H, J = 7.8, 6.0 Hz, C1′H), 7.85 (s, 1 H, C6H), 8.33 (bs, 1 H, NH). 13C-
NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = −7.0 (SiCH3), −6.9 (SiCH3), −6.4 (SiCH3),
−6.2 (SiCH3), 16.5 (C ≡ CCH2CH2), 16.9 (C ≡ CCH2CH2), 17.0 (SiC(CH3)3),
18.2 (SiC(CH3)3), 24.2 (SiC(CH3)3), 24.5 (SiC(CH3)3), 40.4 (C2′), 61.4 (C5′), 67.9
(C ≡ CH), 70.8 (C3′), 70.9 (C ≡ C), 80.9 (C ≡ C), 84.1 (C1′), 86.8 (C4′), 91.2
(C ≡ C), 98.7 (C5), 140.6 (C6), 147.5 (C2), 159.9 (C4). HRMS (FAB+ , M + H+) ber.
für [C27H44N2O5Si2]+533.28670 gef. 533.26009.
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5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuridin (10)
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Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 18 (270 mg, 0.51 mmol) in THF (5 mL)
wurde TBAF (1.52 mL, 1.52 mmol, 1 M in THF, 3 eq) gegeben. Die Reaktion wur-
de für 3 Stunden gerührt, dann Eisessig (1 mL) zugegeben und das Lösungsmit-
tel in vacuo entfernt. Säulenchromatographische Reinigung (Ethylacetat:MeOH
19:1) ergab 10 als weißen Feststoff (127 mg, 0.42 mmol, 82 %).

Rf = 0.28 (Ethylacetat mit 5 % MeOH). 1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ =
1.88 (s, 1 H, C ≡ CH), 2.07 (m, 2 H, C2′H), 2.36 (dt, 2 H, J = 7.2, 2.4 Hz, CH2CH2),
2.54 (t, 2 H, J = 6.8 Hz, CH2CH2), 3.53 (dd, 1 H, J = 12.0, 4.0 Hz, C5′H), 3.58 (dd,
1 H, J = 12.0, 4.0 Hz, C5′H), 3.76 (m, 1 H, C4′H), 4.19 (m, 1 H, C3′H), 5.07 (bs, 1 H,
OH), 5.23 (bs, 1 H, OH), 6.08 (t, 1 H, J = 6.4 Hz, C1′H), 8.11 (s, 1 H, C6H), 11.55
(bs, 1 H, NH). 13C-NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = 17.6 (C ≡ CCH2CH2), 18.9
(C ≡ CCH2CH2), 39.5 (C2′), 60.7 (C5′), 70.0 (C3′), 73.7 (C ≡ CH), 75.1 (C ≡ C),
84.6 (C1′), 87.3 (C4′), 89.1 (C ≡ C), 93.0 (C ≡ C), 100.2 (C5), 144.7 (C6), 151.0
(C2), 163.2 (C4). HRMS(FT-ICR− , M + AcO−): ber. für [C17H19N2O6]−363.1198
gef. 363.1221, MS-MS [M]−ber. für [C15H15N2O5]−303.1 gef. 303.1.

5-(Hexa-1,5-diinyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin (23)
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Synthese nach Kovács et al.:[158]

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuridin
10 (0.060 g, 0.197 mmol) und 1,8-bis(dimethylamino)naphthalin (proton spon-
ge, 68 mg, 0.316 mmol, 1.6 eq) in Trimethylphosphat (2 mL) wurde Phosphor-
ylchlorid POCl3 (22 μL, 0.237 mmol, 1.2 eq) zugetropft. Die Reaktion wur-
de 3 Stunden bei 0 ◦C gerührt. Zu der Reaktion wurde eine Lösung von
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Tri-n-butylammonium Pyrophosphat (80 mg, 0.237 mol, 1.2 eq) in trockenem
DMF gegeben und die Reaktion nach einer Minute durch Zugabe von
Triethylammoniumbicarbonat-Puffer (1.0 M, 20 mL, pH 8.5) beendet. Die Re-
aktion wurde noch 2 Stunden bei Raumtemperatur gerührt und danach lyophi-
lisiert. RP-HPLC Aufreinigung (C18) (0→50 % 0.1 M Triethylammoniumacetat
→ 20 : 80 H2O : MeCN mit 0.1 M Triethylammoniumacetat, Gradient in 45 min)
ergab 23 (17.7 min) als Triethylammoniumsalz.

31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.4 (t, 1 P, J = 19.8 Hz, P-β), −10.5 (d, 1 P, J
= 20.3 Hz, P-α), −9.7 (d, 1 P, J = 19.8 Hz, P-γ). MALDI-TOF (ATT, M + 2H −): 542.

8.2.3. Synthese von 5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyuridin (12)

5-(8-Trimethylsilylokta-1,7-diinyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-
desoxyuridin (8)

O

O

O N

NH

O

OSi

Si

Si

Eine Lösung von 5-Iod-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin 5 (2.70 g,
4.26 mmol), PdCl2(PPh3)2 (299 mg, 0.426 mmol, 0.1 eq) und CuI (161 mg,
0.852 mmol, 0.2 eq) in DMF (3 mL) wurde dreimal entgast und ebenfalls ent-
gastes N,N-Diisopropylethylamin (3.9 mL, 21.3 mmol, 5 eq) zugegeben und die
Lösung erneut entgast. Zu der Reaktion wurde eine ebenfalls dreimal entgaste
Lösung von 1-Trimethylsilyl-1,7-oktadiin 19 (0.908 g, 5.54 mmol, 1.3 eq) in DMF
(1 mL) langsam zugetropft. Nach vollständiger Zugabe wurde die Reaktion bei
Raumtemperatur über Nacht gerührt. Das Lösungsmittel wurde in vacuo ent-
fernt und der Rückstand in Ethylacetat aufgenommen (200 mL). Die organische
Phase wurde mit ges. NaCl-Lösung (3x50 mL) und Wasser (50 mL) gewaschen
und über MgSO4 getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Isohexan
→ Isohexan:Ethylacetat 5:1) ergab 8 als gelblichen Schaum (2.63 g, 4.15 mmol,
92 %).

Rf = 0.50 (Isohexan:Ethylacetat 2:1). 1H-NMR (600 MHz): δ = −0.06 (s, 3 H,
SiCH3), −0.05 (s, 3 H, SiCH3), 0.00 (s, 12 H, SiCH3, SiC(CH3)3), 0.01 (s, 3 H,
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SiCH3), 0.76 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 0.80 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.51 (m, 4 H, CH2),
1.89 (m, 1 H, CH2), 2.11 (t, 2 H, J = 6.5 Hz, C ≡ CCH2), 2.16 (m, 1 H, C2′H),
2.19 (m, 1 H, C2′H), 2.26 (t, 2 H, J = 6.5 Hz, C ≡ CCH2), 3.63 (dd, 1 H, J =
9.8, 1.4 Hz, C5′H), 3.76 (dd, 1 H, J = 9.8, 1.4Hz, CH′5), 3.82 (d, 1 H, J = 1.4 Hz,
C4′H), 6.16 (t, 1 H, J = 6.8 Hz, C1′H), 7.8 (s, 1 H, C6H), 9.64 (s, 1 H, NH).
13C-NMR (150.8 MHz): δ = −5.7 (SiCH3), −5.5 (SiCH3), −5.0 (SiCH3), −4.8
(SiCH3), 0.0 (Si(CH3)3), 17.8 (SiC(CH3)3), 18.2 (SiC(CH3)3), 19.0 (CH2), 19.2
(CH2), 25.6 (SiC(CH3)3), 25.9 (SiC(CH3)3), 27.4 (C ≡ CCH2), 27.9 (C ≡ CCH2),
41.7 (C2′), 62.9 (C5′), 71.6 (C ≡ C), 72.0 (C3′), 84.4 (C ≡ C), 85.4 (C1′), 88.0 (C4′),
94.2 (C ≡ C), 100.6 (C5), 106.8 (C ≡ C), 141.3 (C6), 149.4 (C2), 162.1 (C4). HRMS
(ESI+ , M + Na+) ber. für [C32H56N2O5Si3 + Na+]+ 655.3389 gef. 655.3400.

5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyuridin (12)

O

OH

HO N

NH

O

O

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 8 (2.10 g, 3.32 mmol) in THF (5 mL) wur-
de TBAF (1 M in THF, 10.9 mL, 10.9 mmol, 3.2 eq) gegeben. Die Reaktion wurde
noch 3 Stunden bei Raumtemperatur gerührt und danach Eisessig (1.0 mL) zu-
gegeben. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt säu-
lenchromatographisch gereinigt (Ethylacetat:Methanol 9:1). Man erhielt 12 als
weißen Feststoff (0.96 g, 2.89 mmol 85 %).

Rf = 0.21 (Ethylacetat). 1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ = 1.57 (m, 4 H,
CH2CH2), 2.11 (m, 2 H, C2′H), 2.19 (m, 2 H, HC ≡ CCH2), 2.38 (m, 2 H,
C ≡ CCH2), 2.75 (m, 1 H, C ≡ CH), 3.55-3.65 (m, 2 H, C5′H), 3.78 (dd, 1 H, J
= 6.6, 3.5 Hz, C4′H), 4.23 (m, 1 H, C3′H), 5.06 (t, 1 H, J = 4.8 Hz, OH), 5.22 (bd,
1 H, J = 4.0 Hz, OH), 6.10 (t, 1 H, J = 6.5 Hz, C1′H), 8.10 (s, 1 H, C6H), 11.3
(bs, 1 H, NH). 13C-NMR (100.6 MHz, DMSO-d6): δ = 17.1 (HC ≡ CCH2), 18.2
(C ≡ CCH2), 27.0 (C ≡ CCH2CH2), 27.1 (C ≡ CCH2CH2), 39.9 (C2′), 60.9 (C5′),
70.1 (C3′), 71.3 (C ≡ CH), 72.9 (C5), 84.2 (HC ≡ C), 84.5 (C1′), 87.4 (C4’), 92.8
(C ≡ CCH2), 98.9 (C ≡ CCH2), 142.6 (C6), 149.4 (C2), 161.6 (C4). HRMS (ESI− ,
M - H+): ber. für [C17H18N2O5]− 331.1299 gef. 331.1295.

131



8. Experimenteller Teil

5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl-)-2’-desoxyuridin (77)

O

OH

O
N

NH

O

O
O

O

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 12 (1.58 g, 4.97 mmol) in tro-
ckenem Pyridin (5 mL) wurde eine katalytische Menge DMAP und 4,4’-
Dimethoxytriphenylmethylchlorid (1.85 g, 5.47 mmol, 1.1 eq) gegeben. Die Re-
aktion wurde über Nacht gerührt. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt
und der Rückstand in Ethylacetat (200 mL) aufgenommen. Die organische Pha-
se wurde mit ges. NaCl-Lösung (3x50 mL) und mit Wasser (50 mL) gewaschen
und über MgSO4 getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Isohexan
: Ethylacetat mit 1 % Pyridin 9:1 → 1:1) ergab 77 (1.41 g, 2.22 mmol, 46 %) als
gelben Schaum.

1H-NMR (400 MHz, CD2Cl2): δ = 1.42 (m, 4 H, CH2CH2), 1.96 (t, 1 H, J =
2.5 Hz, C ≡ CH), 2.07 (td, 2 H, J = 6.8, 2.5 Hz, CH2C ≡ CH), 2.15 (td, 2 H, J =
7.1, 1.6 Hz, CH2C ≡ C), 2.28 (m, 1 H, C2′H), 2.46 (m, 1 H, C2′H), 3.34 (d, 2 H,
J = 3.3 Hz, C5′H), 3.79 (s, 6 H, OCH3), 4.08 (dd, 1 H, J = 6.2, 3.3 Hz, C4′H), 4.55
(m, 1 H, C3′H), 6.29 (dd, 1 H, J = 7.7, 5.8 Hz, C1′H), 6.87 (d, 4 H, J = 8.5 Hz,
CHAr), 7.24 (m, 1 H, CHAr), 7.31 (m, 2 H, CHAr), 7.36 (dd, 4 H, J = 8.5, 1.9 Hz,
CHAr), 7.45 (dd, 2 H, J = 8.6, 1.5 Hz, CHAr), 7.97 (s, 1 H, C6H). OH und NH
nicht beobachtet. 13C-NMR (150.8 Hz, CD2Cl2): δ = 20.1 (C ≡ CCH2CH2), 21.2
(C ≡ CCH2CH2), 29.7 (C ≡ CCH2), 30.0 (C ≡ CCH2), 45.7 (C2′), 59.6 (OCH3),
67.9 (C5′), 72.6 (C ≡ CH), 75.6 (C3′), 76.5, 88.4, 89.6 (C1′), 90.9 (C4′), 91.3, 98.6,
105.0, 117.6 (4 C), 128.0, 128.2, 131.3 (2 C), 132.2, 132.4, 134.3, 134.4, 139.9, 140.0,
140.4, 146.0, 146.2, 149.1, 153.8, 153.9, 163.0, 163.3. HRMS (ESI+ , M + Na+): ber.
für [C38H38N2O7 + Na+]+ 657.2571 gef. 657.2570.

132



8.2. Synthese der Alkinmonomere

5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl-)-3’-O-((2-
cyanoethoxy)(diisopropylamino)phosphino)-2’-desoxyuridin
(20)
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Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 77 (200 mg, 0.32 mmol) in tro-
ckenem Dichlormethan (5 mL) wurde Triisopropylammonium tetra-
zolid[147] (68 mg, 0.40 mmol, 1.25 eq) und 2-Cyanoethyl-N,N,N’,N’-
tetraisopropylphosphordiamidit[146] (306 μL, 0.97 mmol, 3 eq) gegeben und
die Reaktion bei Raumtemperatur für 4 Stunden gerührt. Das Lösungsmittel
wurden in vacuo entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch
gereinigt (Isohexan:Ethylacetat 3:1 + 1 % Pyridin). Man erhielt 20 als weißen
Feststoff (188 mg, 0.23 mmol, 70 %).

31P-NMR (80.9 MHz, CD2Cl2): δ = 149.9, 149.6. MS (MALDI-TOF+ , M+Na+):
857.

5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin (22)

O

OH

O N

NH

O

OPOPOPO
O O O

OOO

Synthese nach Kovács et al.:[158]

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyuridin
12 (0.10 g, 0.3 mmol) und 1,8-Bis(dimethylamino)naphthalin (proton sponge,
102.8 mg, 0.48 mmol, 1.6 eq) in Trimethylphosphat (1 mL) wurde Phosphor-
ylchlorid POCl3 (41 μL, 0.45 mmol, 1.5 eq) zugetropft. Die Reaktion wurde
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3 Stunden bei 0 ◦C gerührt. Zu der Reaktion wurde eine Lösung von Tri-
n-butylammonium Pyrophosphat (188.9 mg, 0.55 mmol, 1.86 eq und N(n-Bu)3
0.478 mL in 3 mL DMF) gegeben und die Reaktion nach 20 Minuten durch Zu-
gabe von Triethylammoniumbicarbonat-Puffer (1.0 M, 20 mL, pH 8.5) beendet.
Die Reaktion wurde noch 2 Stunden bei Raumtemperatur gerührt und danach
lyophilisiert. RP-HPLC Aufreinigung (C18) (0→50 % 0.1 M Triethylammonium-
acetat → 20 : 80 H2O : MeCN mit 0.1 M Triethylammoniumacetat, Gradient in
45 min) ergab 22 (30.2 min) als Triethylammoniumsalz.

31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.4 (t, 1 P, J = 20.2 Hz, P-β), −10.5 (d, 1 P,
J = 20.4 Hz, P-α), −9.7 (d, 1 P, J = 20.1 Hz, P-γ). MALDI-TOF (ATT, M + 2H +):
570.6.

8.2.4. Synthese von
7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyguanosin (26)

Ethyl-2,2-diethoxyethylcyanoacetat (32)[21]

O

O

NC

O O

Getrocknetes Kaliumcarbonat (7.01 g, 0.051 mol, 1 eq) wurde zusammen mit
NaI (0.495 g, 0.003 mol), Cyanoessigsäureethylester 33 (26.98 mL, 0.254 mol,
5 eq) und Bromacetaldehyddiethylacetal 34 (7.630 mL, 0.051 mol, 1 eq) vorsich-
tig auf 145-150 ◦C erhitzt. Nach Abklingen der Gasentwicklung (CO2) wurde
noch weitere 4 h zum Sieden erhitzt. Nach dem Abkühlen wurde mit Wasser
(100 mL) und Ether (100 mL) extrahiert. Die Etherphase wurde nochmals mit
Wasser gewaschen und die vereinigten wässrigen Phasen noch dreimal mit
Ether extrahiert. Die vereinigten Etherphasen wurden über MgSO4 getrock-
net und das Lösungsmittel in vacuo entfernt. Das erhaltene Rohprodukt wur-
de durch fraktionierte Destillation aufgereinigt (4 mbar, 85-115 ◦C, 2. Fraktion)
Man erhielt 32 als gelbliche Flüssigkeit (7.58 g, 0.033 mol, 69 %).

1H-NMR (300 MHz, CDCl3): δ = 1.20 (t, 6 H, J = 7.0 Hz, CH3CH2 Acetal), 1.32
(t, 3 H, J = 7.2 Hz, CH3), 2.26 (m, 2 H, CH2), 3.48-3.71 (m, 5 H, CH2CH3 Acetal,
CHCN), 4.27 (q, 2 H, J = 7.1 Hz, CH2CH3), 4.69 (dd, 1 H, J = 6.2, 5.2 Hz, CHCH2).
13C-NMR (75.5 MHz, CDCl3): δ = 14.0 (CH3CH2 Acetal, 2 C), 15.1 (CH3CH2),
33.6 (CHCN), 33.6 (CH2), 62.6 (CH2CH3), 62.7 (CH2CH3 Acetal), 62.8 (CH2CH3
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Acetal), 99.9 (CHO2), 116.3 (CN), 165.8 (C=O). IR: (KBr) 2980, 3338, 2902, 2251,
1748, 1445, 1373, 1261.

6-Amino-5-(2,2-diethoxyethyl)-2-mercapto-pyrimidin-4-ol (31)[21]

N

N

OH

SH

OO

H2N

Zu einer Lösung von Thioharnstoff (6.93 g, 0.091 mol, 1.1 eq) und Natriumme-
thanolat (4.92 g, 0.091 mol, 1.1 eq) in trockenen Ethanol (91 mL) wurde Ethyl-
2,2-diethoxyethylcyanoacetat 32 (18.05 g, 0.083 mol, 1 eq) gegeben und 4 h reflu-
xiert. Die Reaktion wurde über Nacht abgekühlt und danach das Lösungsmittel
in vacuo entfernt. Der erhaltene Feststoff wurde in Wasser gelöst und die wässri-
ge Lösung mit Ether gewaschen und mit einer äquivalenten Menge von Eisessig
(5.21 mL, 0.091 mol) versetzt. Der ausgefallene Feststoff wurde abfiltriert, mit
Wasser gewaschen und am Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 31 als weißen
Feststoff (16.89 g, 0.065 mol, 79 %).

1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 1.07 (t, 6 H, J = 7.0 Hz, CH3CH2O), 2.43
(d, 2 H, J = 5.6 Hz, CH2CH), 3.40 (dq, 2 H, J = 9.6, 7.1 Hz, CH2CH3), 3.59 (dq,
2 H, J = 9.5, 7.1 Hz, CH2CH3), 4.50 (t, 1 H, J = 5.6 Hz, CHO2), 6.05 (s, 2 H, NH2),
11.43 (s, 1 H, SH), 11.72 (s, 1 H, OH). 13C-NMR (75.5 MHz, DMSO-d6): δ = 15.2
(CH3, 2C), 27.8 (CH2CH, 2 C), 61.6 (CH2CH3), 85.6, 101.6 (CHO2), 151.7, 161.6,
172.7 (C=O). MS (EI+): 259.0. IR (KBr) 3426, 3338, 2975, 2900, 1640, 1590, 1432.

2-Mercapto-7H-pyrrolo[2,3-d]pyrimidin-4-ol (30)

N

NN
H

OH

SH

31 (0.50 g, 1.93 mmol) wurde bei Raumtemperatur in 0.2 N Salzsäure (14.48 mL,
2.90 mmol) suspendiert und 24 h gerührt. Es fiel ein weißer Feststoff aus, der
abfiltriert, mit Wasser gewaschen und am Hochvakuum getrocknet wurde. Man
erhielt 30 als weißen Feststoff (0.276 g, 1.65 mmol, 85 %).
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1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 6.33 (s, 1 H), 6.71 (s, 1 H), 11.22 (s,
1 H, SH), 11.83 (s, 1 H, OH), 13.16 (s, 1 H, NH). 13C-NMR (75.5 MHz, DMSO-
d6): δ = 102.6, 103.7, 118.3, 138.7, 158.1, 172.2. HRMS (DEI+ , M+H+): ber. für
[C6H6OSN3]+167.0153 gef. 167.0164. IR (KBr) 3203, 3146, 2603, 1681, 1610, 1508.

2-Methylsulfanyl-7H-pyrrolo[2,3-d]pyrimidin-4-ol (35)

N

NN
H

OH

S

Zu einer Lösung von 30 (1.60 g, 9.57 mmol) in 1 M Natronlauge (50 mL) wurden
nach Abkühlen auf 5 ◦C Methyliodid (1.79 mL, 9.57 mmol, 1 eq) zugetropft und
1 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion wurde mit Eisessig neutralisiert
und der ausgefallene Feststoff abfiltriert, mit kaltem Wasser gewaschen und am
Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 35 als weißen Feststoff (1.60 g, 8.8 mmol,
92 %).

1H-NMR (300 MHz, Pyridin-d5): δ = 2.57 (s, 3 H, CH3S), 4.92 (breit, 1 H,
OH oder NH), 6.97 (dd, 1 H, J = 2.1, 1.2 Hz, CHAr), 7.14 (dd, 1 H, J =
2.4, 0.9 Hz, CHAr). 13C-NMR (75.5 MHz, Pyridin-d5): δ = 15.6 (SCH3), 105.7
(CH), 108.2, 121.8 (CH), 138.2, 157.3, 162.8. HRMS (EI+ , M+H+): ber. für
[C7H8OSN3

+]+181.0310 gef. 181.0306. IR (KBr) 3246, 3093, 3006, 2956, 2910,
2837, 1669, 1560.

4-Chloro-2-methylsulfanyl-7H-pyrrolo[2,3-d]pyrimidin (28)

N

NN
H

Cl

S

35 (0.400 g, 2 mmol) wurde in POCl3 (2 mL) suspendiert und eineinhalb Stun-
den bei 145 ◦C refluxiert. Nach Beendigung der Reaktion wurde das Reaktions-
gemisch auf Eiswasser gegeben und der ausgefallene Feststoff abfiltriert, mit
Wasser gewaschen und im Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 28 als brau-
nen Feststoff (0.160 g, 0.802 mmol, 36 %).

1H-NMR (300 MHz, CDCl3): δ = 2.64 (s, 3 H, SCH3), 6.55 (m, 1 H, CH), 7.21
(m, 1 H, CH), 9.79 (s, NH). HRMS (EI+ , M+H+): ber. für [C7H7ClN3S]+198.9951
gef. 198.9971.
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2-Methylsulfanyl-4-chloro-7-desaza-5’,3’-O-p-toluoyl-2’desoxyguanosin
(36)[23]
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NN

Cl

O

O
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O

O

Zu einer Lösung von 28 (3.2 g, 16.0 mmol) in 131 mL abs. Acetonitril wurde NaH
(676.8 mg 60 % Suspension in Mineralöl, 17.6 mmol, 1.3 eq) gegeben und 30 min
unter Stickstoffatmosphäre bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde
1-α/β-Chlor-2-desoxy-3,5-p-toluoyl-D-ribofuranose 29 (6.2 g, 16.0 mmol, 1 eq)
in zwei Portionen zugegeben und über Nacht bei 50 ◦C gerührt. Danach wurde
vom Feststoff abfiltriert und das Filtrat im Vakuum eingeengt und das Rohpro-
dukt im Hochvakuum getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Iso-
hexan:Ethylacetat 4:1) ergab 36 als β-Anomer (5.9 g, 20.9 mmol, 67 %).

Rf = 0.3 (Isohexan:Ethylacetat 4:1). 1H-NMR (400 MHz): δ = 2.41 (s, 3 H,
CH3), 2.44 (s, 3 H, CH3), 2.63 (s, 3 H, SCH3), 2.71-2.77 (m, 1 H, C2´H), 2.84-2.91
(m, 1 H, C2´H), 4.57-4.63 (m, 2 H, C5´H), 4.70-4.73 (m, 1 H, C4´H), 5.74-5.75 (m,
1 H, C3´H), 6.48 (d, 1 H, J = 3.7 Hz, C5H), 6.74 (dd, 1 H, J = 8.0, 5.9 Hz, C1´H),
7.22-7.29 (m, 5 H, C6H + CHTol.), 7.88-7.98 (m, 4 H, CHTol.).

2-Methylsulfanyl-4-chloro-7-desaza-7-iod-5’,3’-O-p-toluoyl-2’desoxyguanosin
(37)[33]
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Zu einer Lösung von 36 (100 mg, 0.18 mmol) in DMF (5.4 mL) wurde N-
Iodsuccinimid (NIS, 296 mg, 0.70 mmol, 3.8 eq) gegeben und 6 h bei 96 ◦C umge-
setzt. Nach dem Abkühlen wurde 10 %ige Natriumhydrogencarbonat-Lösung
zugefügt, mit Essigsäureethylester extrahiert, und die organische Phase erst
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mit Wasser, anschließend mit 5 %iger Natriumdithionit-Lösung gewaschen und
über Natriumsulfat getrocknet. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt und
das Rohprodukt im Hochvakuum getrocknet. Säulenchromatographische Rei-
nigung (Isohexan:Ethylacetat 5:1) ergab 37 (46 mg, 0.07 mmol, 38 %).

Rf = 0.25 (Isohexan:Ethylacetat). 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 2.43 (m,
6 H, CH3), 2.61 (s, 3 H, SCH3), 2.72-2.79 (m, 2 H, C2´H), 4.55-4.60 (m, 2 H, C5´H),
4.66-4.72 (m, 1 H, C4´), 5.69-5.75 (m, 1 H, C3´), 6.74 (dd, 1 H, J = 8.5, 5.4 Hz,
C1´H), 7.24-7.26 (m, 5 H, C6H + CHTol.), 7.87-7.99 (m, 4 H, CHTol.). HRMS (FT-
ICR+ , M+H+): ber. für [C28H26ClIN3O5S]+678.0321 gef. 678.0329.

2-Methylsulfanyl-7-desaza-7-iod-5’,3’-O-p-toluoyl-2’desoxyguanosin (38)[33]
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37 (1.79 g, 2.96 mmol) wurden in DMF (26.5 mL) und Dioxan (18.0 mL)
gelöst und syn-2-Pyridinaldoxim (1.61 g, 13.2 mmol, 5 eq) und 1,1,3,3,-
Tetramethylguanidin (1.79 mL, 16.0 mmol, 5.4 eq) zugegeben und die Reaktion
für 24 h gerührt. Die Reaktion wurde aufkonzentriert und mit Dichlormethan
(300 mL) verdünnt und die organische Phase zweimal mit 0.1 N Zitronensäure
(100 mL), einmal mit NaHCO3 (100 mL) gewaschen und über Na2SO4 getrock-
net. Säulenchromatographische Reinigung (Dichlormethan 0→10 % Ethylace-
tat) ergab 38 als weißes Pulver (1.57 g, 2.33 mmol, 88 %).

1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 2.42 (s, 3 H, CH3), 2.44 (s, 3 H, CH3), 2.63
(s, 3 H, SCH3), 2.67-2.76 (m, 2 H, C2’H), 4.54-4.56 (m, 1 H, C5’H), 4.66-4.68 (m,
2 H, C4’H+C5’H), 5.68-5.70 (m, 1 H, C3’H), 6.61 (t, J = 6.6 Hz, C1’H), 7.25-7.30
(m, 4 H, CHTol), 7.91-7.97 (m, 4 H, CHTol), 10.55 (bs, NH).
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7-Desaza-7-iod-5’,3’-O-p-toluoyl-2’desoxyguanosin (27)[33]
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38 (134 mg, 0.203 mmol) wurde in Dichlormethan (10 mL) gelöst und bei 0 ◦C
3-Chloroperoxybenzoesäure (MCPBA, 70-75 %, 65.7 mg , 1.36 eq) zugegeben.
Nach 15 Minuten wurde das Eisbad entfernt und die Reaktion noch weitere
105 Minuten gerührt. Die Reaktion wurde mit Dichlormethan verdünnt und
mit gesättigter NaHCO3-Lösung gewaschen. Die organische Phase wurde über
Na2SO4 getrocknet und filtriert. Das Filtrat wurde durch Zugabe von Methanol
auf 4 % Methanol eingestellt und über eine kurze Säule gereinigt. Man erhielt 2-
Methylsulfonyl-7-desaza-7-iod-5’,3’-p-toluoyl-2’desoxyguanosin 78 als weißen
Feststoff (127 mg, Rf = 0.44 (Isohexan:Ethylacetat 1:1)), der direkt weiter umge-
setzt wurde.

Unter Eiskühlung (4 ◦C) wurde 78 in trockenem Dioxan (15 mL) suspendiert
und die Lösung mit Ammoniak gesättigt. Die Suspension wurde in ein Druck-
rohr überführt und geschlossen 8.5 Stunden auf 140 ◦C erhitzt. Nach Abkühlen
wurde das Lösungsmittel in vacuo entfernt und der Rückstand am Hochvaku-
um getrocknet. Säulenchromatographische Reinigung (Dichlormethan mit 5 %
Methanol) ergab 27 als gelblichen Feststoff (84 mg, 0.133 mmol, 66 % bez. auf
38).

Rf = 0.39 (DCM mit 5 % MeOH). 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 2.42 (s, 3
H, CH3), 2.44 (s, 3 H, CH3), 2.52-2.83 (m, 2 H, C2’H), 4.52-4.57 (m, 1 H, C4’H),
4.68 (dd, 2 H, J = 6.1, 4.1 Hz, C5’H), 5.64-5.74 (m, 1 H, C3’H), 5.98 (s, 2 H, NH2),
6.48 (dd, 1 H, J = 8.2, 5.9 Hz, C1’H), 6.87 (s, 1 H, C8H), 7.28 (d, 4 H J = 7.1 Hz,),
7.93 (m, 2 H), 7.97 (m, 2 H), 10.85 (s, 1 H, NH).
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7-Desaza-7-(8-trimethylsilylokta-1,7-diinyl)-5’,3’-O-p-toluoyl-
2’desoxyguanosin
(79)

NH

NN
O

O

O

O

NH2

Si

O

O

Zu einer entgasten Lösung von 27 (130 mg, 0.207 mmol), Kupfer(I)-iodid
(15.7 mg, 0.082 mmol, 0.4 eq) und PdCl2(PPh3)2 (29 mg, 0.041 mmol, 0.2 eq) in
DMF (0.7 mL) wurde entgaste Hünig-Base (180 μL, 1.06 mmol in 0.4 mL, 0.5 eq)
gegeben und die Lösung erneut entgast. Danach wurde eine entgaste Lösung
von 1-Trimethylsilyl-1,7-oktadiin 19 (92 μL, 0.4 mmol, 2 eq) hinzugetropft. Die
Lösung wurde 16 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel
wurde entfernt und der Rückstand am Hochvakuum getrocknet. Säulenchro-
matographische Reinigung (Dichlormethan:Methanol 20:1) ergab 79 als leicht
gelbes Pulver (107 mg, 0.158 mmol, 76 %).

Rf = 0.45 (CHCl3:MeOH 10:1). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 0.13 (s,
9 H, ((CH3)3Si), 1.63-1.73 (m, 4 H, CH2(CH2)2CH2), 2.25 (t, 2 H, J =6.9 Hz,
H2CC ≡ CSi), 2.41 (s, 3 H, CH3), 2.44 (s, 3 H, CH3), 2.45 (t, 2 H, J = 6.6 Hz,
H2CC ≡ CC), 2.62 (ddd, 1 H, J = 14.1, 5.8, 2.1 Hz, C2´H), 2.73-2.79 (m, 1 H,
C2´H), 4.53-4.56 (m, 1 H, C4´H), 4.60 (dd, 1 H, J = 11.8, 4.3 Hz, C5´H), 4.69
(dd,1 H, J = 11.8, 4.6 Hz, C5´H), 5.67-5.70 (m, 1 H, C3´H), 5.97 (sbr, 2 H, NH2),
6.48 (dd, 1 H, J = 8.2, 6.1 Hz, C1´H), 6.94 (s, 1 H, C8H), 7.25 (d, 2 H, J =
7.8 Hz, CHAr), 7.27 (d, 2 H, J = 7.8 Hz, CHAr), 7.94 (d, 2 H, J = 8.4 Hz, CHAr),
7.96 (d, 2 H, J = 8.4 Hz, CHAr), 11.17 (sbr, 1 H, NH). 13C-NMR (150.8 MHz,
CDCl3): δ = 0.2 (Si(CH3)3, 3C), 19.4 (CH2C ≡ C, 2C), 21.7 (CH3), 21.7 (CH3),
27.7 (CH2CH2CH2), 27.9 (CH2CH2CH2), 37.5 (C2´), 64.2 (C5´), 73.8 (C ≡ C), 75.1
(C3´), 81.9 (C4´), 83.7 (C1´), 84.8 (C ≡ C), 90.6, 100.5, 100.6, 107.1, 121.6 (C8),
126.5, 126.8, 129.2 (2C), 129.2 (2C), 129.7 (2C), 129.8 (2C), 143.9, 144.3, 151.1
(C7), 152.9, 160.1, 165.9 (COTol), 166.3 (COTol). HRMS (ESI+ , M+H+): ber. für
[C38H43N4O6Si]+679.2952, gef. 679.2962.
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7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyguanosin (26)

NH

NN
O

OH

HO

O

NH2

79 (30.0 mg, 0.044 mmol) wurde in trockenem Methanol gelöst (10 mL) und mit
Ammoniak-Gas gesättigt. Die Lösung wurde in ein Druckrohr überführt und
verschlossen für 2 Stunden auf 140 ◦C erhitzt. Das Lösungsmittel wurde in vacuo
entfernt. Säulenchromatographische Reinigung (Dichlormethan:Methanol 9:1)
ergab 26 als leicht braunes Pulver (11 mg, 0.027 mmol, 67 %).

Rf = 0.16 (Dichlormethan:MeOH 9:1). 1H-NMR (400 MHz,CD3OD): δ =
1.63-1.74 (m, 4 H, CH2(CH2)2CH2), 2.19 (t, 1 H, J = 2.8 Hz, HC ≡ C), 2.20-
2.27 (m, 3 H, CH2C ≡ CH, C2´H), 2.42 (t, 2 H, J = 6.6 Hz, CH2C ≡ CC), 2.49
(ddd, 1 H, J = 13.8, 8.0, 6.1 Hz, C2´H), 3.66-3.73 (m, 2 H, C5´H), 3.92 (dt, 1 H,
J = 4.0, 2.8 Hz, C4´H), 4.45 (td, 1 H, J = 5.9, 2.8 Hz, C3´H), 6.35 (dd, 1 H, J =
8.0, 6.1 Hz, C1´H), 7.08 (s, 1 H, C8H). 13C-NMR (100.6 MHz, CD3OD): δ = 18.6
(CH2C ≡ CH), 19.9 (CH2C ≡ CC), 28.9 (CH2CH2CH2), 29.0 (CH2CH2CH2), 41.3
(C2´), 63.7 (C5´), 69.6, 72.9, 73.6, 74.7, 84.9, 85.4 (C1´), 88.7 (C4´), 91.3, 101.8, 123.3
(C8), 151.9, 154.3, 161.3. HRMS (ESI− , M-H+): ber. für [C19H21N4O4]− 369.1563,
gef. 369.1573.

8.2.5. Synthese von 5-((2-Cyanoethoxy)-diisopropylamino-
phosphonoxy)-pent-1-in (51)

5-((2-Cyanoethoxy)-diisopropylamino-phosphonoxy)-pent-1-in (51)[176]

O
P
N

O
NC

Zu einer Lösung von Pent-4-in-1-ol (165 μL, 150 mg, 1.78 mmol) und Hünig-
Base (620 μL, 3.56 mmol, 2 eq) in Dichlormethan (2 mL) wurde CED-Chlorid
(377 μL, 1.69 mmol, 0.95 eq) zugetropft. Nach 2 Stunden wurde die organische
Phase mit Natriumhydrogencarbonat-Lösung (2x) und ges. NaCl-Lösung (1x)
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gewaschen und über Mg2SO4 getrocknet. Säulenchromatographische Reini-
gung (5% Ethylacetat in Isohexan + 1% Triethylamin mit deaktiviertem Silica)
ergab 51 als farbloses Öl (72 mg, 0.25 mmol, 14 %).

Rf = 0.11 (10 % Ethylacetat in Isohexan). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ =
1.175 (d, 6 H, J = 6.8 Hz, CH(CH3)2), 1.180 (d, 6 H, J = 6.8 Hz, CH(CH3)2),
1.82 (quin., 2 H, J = 7.2 Hz, CH2CH2CH2), 1.92 (t, 1 H, J = 2.7 Hz, C ≡ CH),
2.29 (td, 2 H, J = 7.1, 2.7 Hz, C ≡ CCH2), 2.62 (t, 2 H, J = 6.5 Hz, CH2CN), 3.60
(d sept., 2 H, J = 10.2, 6.8 Hz, CH(CH3)2), 3.67-3.88 (m, 4 H, OCH2). 13C-NMR
(150.8 MHz, CDCl3): δ = 15.1 (C ≡ CCH2), 20.3 (d, J = 6.8 Hz, CH(CH3)2), 24.5
(CH3), 24.5 (CH3), 24.6 (CH3), 24.6 (CH3), 30.1 (d, J = 7.5 Hz, CH2CH2CH2), 43.7
(d, J = 12.4 Hz, CH2CN), 58.3 (d, J = 19.1 Hz, OC), 62.0 (d, J = 17.3 Hz, OC), 68.5
(C ≡ C), 83.6 (C ≡ C), 117.4 (CN). 31P-NMR (80.9 MHz, CDCl3): δ = 148.85.
HRMS (FT-ICR+ , M+H+): ber. für [C14H26O2N2P+]+285.1726 gef. 285.1719.

8.3. Synthese der Azide

4-Azidomethylbenzaldehyd (43)

O

N3

4-Bromomethylbenzaldehyd 80[169] (612 mg, 3.08 mmol) wurde in DMF (10 mL)
gelöst, NaN3 (300 mg, 4.61 mmol, 1.5 eq) zugegeben und die Reaktion über
Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Zu der Reaktion wurde Ethylacetat (50 mL)
gegeben und die organische Phase dreimal mit Wasser und zweimal mit ges.
NaCl-Lösung gewaschen und mit Na2SO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wur-
de in vacuo entfernt und das Öl am Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 43 als
farbloses Öl (428 mg, 2.66 mmol, 86 %).

1H-NMR (300 MHz, CDCl3): δ = 4.46 (s, 2 H), 7.49 (d, 2 H, J = 8.8 Hz), 7.91 (d,
J = 8.4 Hz), 10.05 (s, 1 H). 13C-NMR (75.5 MHz, CDCl3): δ = 54.3 (CH2), 128.5
(2C), 130.2 (2C), 136.2, 142.1, 191.6 (CHO). MS (EI+ , M+) 161.0 (4 %), M-N2: 132.0
(100 %)
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8.4. Synthese der Aldehydbausteine

8.4.1. Synthese von
5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-2’-desoxyuridin (55)

5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-
desoxyuridin (61)

O

O

O N

NH

O

OSi

Si

O

O

5-Iod-5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin 5 (2.00 g, 3.44 mmol),
Pd(PPh3)4 (397 mg, 0.69 mmol, 0.2 eq) und Kupfer(I)-iodid (130 mg, 0.34 mmol,
0.4 eq) wurden in DMF (10 mL) gelöst. 2-(4-Ethinyl-phenyl)-[1,3]dioxan 60[361]

(777 mg, 1.2 eq) wurde in DMF (5 mL) gelöst und alle Lösungen dreimal
durch Einfrieren in flüssigem Stickstoff entgast. Zu der Lösung mit 5 wurde
Hünigbase (0.731 μL, 4.3 mmol, 1.25 eq) gegeben und erneut einmal entgast. Zu
dieser Lösung wurde die Lösung von 60 langsam zugetropft und die Reaktion
über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Das DMF wurde in vacuo entfernt
und das Rohprodukt über Säulenchromatographie (Hexan:Ethylacetat 5:1 →
2:1) gereinigt. Man erhielt 61 als gelben Schaum (1.87 g, 2.91 mmol, 85 %).

Rf = 0.58 (Tol.:EtOAc 1:1); 1H-NMR (300 MHz, Aceton-d6): δ = 0.00 (s, 3 H,
SiCH3), 0.04 (s, 3 H, SiCH3), 0.05 (s, 3 H, SiCH3), 0.79 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 0.81
(s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.32 (dtt, 1 H, J = 13.5, 2.6, 1.4 Hz, CH2), 2.03-1.84 (m, 2 H,
CH2+C2’H), 2.22-2.12 (m, 1 H, C2’H), 3.91-3.72 (m, 5 H, CH2O+C5’H+C4’H),
4.09-3.99 (m, 2 H, CH2O), 4.44 (m, 1 H, C3’H), 5.39 (s, 1 H, CHO2), 6.16 (t, 1 H,
J = 6.7 Hz, C1’H), 7.32 (s, 4 H), 7.95 (s, 1 H, C6H), 10.20 (s, 1 H, NH). 13C-NMR
(75.5 MHz, Aceton-d6): δ = −4.2 (SiCH3), −4.1 (SiCH3), −3.6 (SiCH3), −3.5
(SiCH3), 19.6 (SiC(CH3)3), 20.0 (SiC(CH3)3), 27.1 (SiC(CH3)3), 27.5 (SiC(CH3)3),
27.6 (C-Acetal), 43.1, 64.8, 68.8 (2C-Acetal), 74.4, 83.9, 87.2, 89.9, 94.1, 101.1, 102.5
(C-Acetal), 125.0, 128.2 (2C), 132.7 (2C), 141.6, 144.2, 151.2, 162.7. MS (FAB+):
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643.9 [M + H+]+ ; HRMS (MALDI+ , M + Na+): ber. für [C33H50N2O7Si2 + Na+]+ :
665.3049, gef. 665.3074.

5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-2’-desoxyuridin (55)

O

OH

HO N

NH

O

O

O

O

Zu 61 (170 mg, 0.26 mmol) gelöst in THF (15 mL) wurde TBAF (0.728 mL, 1 M

in THF, 2.8 eq) gegeben und für 3 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reakti-
on wurde mit zwei Tropfen Eisessig beendet und das Lösungsmittel in vacuo
entfernt und das Rohprodukt über Säulenchromatographie (CHCl3:MeOH 5:1)
aufgereinigt. Man erhielt 55 als weißen Feststoff (107 mg, 0.25 mmol, 96 %).

Rf = 0.14 (CHCl3:MeOH 5:1); 1H-NMR (600 MHz, Aceton-d6): δ = 1.47 (bd,
1 H, CH-Acetal),2.05 (m, 1 H, CH-Acetal), 2.33 (dd, 2 H, J = 6.0, 4.8 Hz, C2′H),
3.81–3.88 (m, 2 H, C5′H), 3.97–4.02 (m, 3 H, (C4’H) CH-Acetal), 4.40 (bs, 1 H,
C5′OH), 4.42 (b m, 1 H, C3′OH), 4.54 (m, 1 H, C3′H), 5.53 (s, 1 H, CHO2) 6.32 (t,
1 H, J = 6.6 Hz, C1′H), 7.45 (s, 4 H, CH-Aromat), 8.46 (s, 1 H, C6H), 10.26 (s, 1 H,
NH). 13C-NMR (150.8 MHz, Aceton-d6): δ = 27.5 (CH2), 41.9 (C2’), 62.6 (C5’),
68.0 (CH2, 2C), 72.0 (C3’), 83.3 (Cq), 86.6 (C1’), 89.1 (C4’), 92.7 (Cq), 100.0 (Cq),
101.7 (CH), 124.3 (Cq), 127.4 (CH, 2C), 131.9 (CH, 2C), 140.7 (Cq) , 144.7 (C6),
150.5 (Cq), 161.9 (Cq). MS (EI+): 414.4 [M+]. HRMS (FT-ICR+ , [M+H+]+): ber. für
[C21H23N2O7

+]+415.1500 gef. 415.1495.
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5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl-)-2’-
desoxyuridin (81)
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55 (102 mg, 0.246 mmol) wurde in Pyridin gelöst (15 mL) und mit 4 Å Molsieb
für eine Stunde gerührt. Danach wurde DMTCl (100 mg, 0.295 mmol, 1.2 eq) zu-
gegeben und die Reaktion für einen Tag gerührt. Am Ende der Reaktion wur-
de CHCl3 (50 mL) hinzugegeben und die organische Phase mit ges. NaHCO3-
Lösung gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde am
Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt im Hochvakuum getrock-
net. Säulenchromatographische Reinigung (CHCl3:MeOH:Pyridin 20:1:0.2) er-
gab 81 als gelblichen Film (165 mg, 0.231 mmol, 94 %).

1H-NMR (400 MHz, Aceton-d6): δ = 1.37-1.48 (m, 1 H, CHAcetal), 1.97-2.14 (m,
1 H, CHAcetal), 2.39-2.47 (m, 2 H, C2’H), 3.33-3.41 (m, 2 H, C5’H), 3.68 (s, 3 H,
CH3), 3.68 (s, 3 H, CH3), 3.95 (dt, 2 H, J = 12.2,12.2,2.4 Hz, CHAcetal), 4.13-4.17
(m, 3 H, C4’H + CHAcetal), 4.61 (m, 2 H, C3’H + OH), 5.48 (s, 1 H, CH), 6.32
(t, 1 H, J = 6.8 Hz, C1’H), 6.81-6.85 (m, 4 H, CHDMT), 7.09 (d, 2 H, J = 8.3 Hz,
CHAr), 7.25-7.36 (m, 6 H, CHDMT + 2x CHAr), 7.37-7.44 (m, 2 H, CHDMT), 7.52
(dd, 2 H, J = 8.3, 1.0 Hz, CHDMT), 8.18 (s, 1 H, C6H), 10.53 (s, 1 H, NH). 13C-
NMR (100.6 MHz, Aceton-d6): δ = 27.6 (CAcetal), 42.9 (C2’), 56.4 (CH3, 2 C),
65.7 (C5’), 68.8 (CAcetal, 2 C), 73.4 (C3’), 83.6, 87.5 (C1’), 88.5, 88.7 (C4’), 94.0,
101.2, 102.5 (CHO2), 115.0 (CDMT, 4 C) 124.8, 127.9 (CPhenyl, 2 C), 128.6 (CDMT,
2 C), 129.7 (CDMT, 2 C), 129.9 (CDMT, 2 C), 131.85 (CDMT, 2 C), 131.9 (CDMT,
2 C), 132.8 (CPhenyl, 2 C), 137.6, 137.7, 141.3, 144.4 (C6), 146.9, 151.3, 160.6 (2
C), 162.9. MS (FAB+): 718.0 [M]+ . HRMS (FT-ICR− , [M+HCOO−]−): ber. für
[C43H41N2O11]−761.2716 gef. 761.2701.
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5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-5’-O-(4,4’-dimethoxytrityl-)-3’-O-(2-
cyanoethoxy-diisopropylaminophosphono)-2’-desoxy-uridin (62)
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Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 81 (444 mg, 0.62 mmol) in tro-
ckenem Dichlormethan (20 mL) wurde Triisopropylammonium te-
trazolid[147] (53 mg, 0.30 mmol, 0.5 eq) und 2-Cyanoethyl-N,N,N’,N’-
tetraisopropylphosphordiamidit[146] (236 μL, 0.74 mmol, 1.2 eq) gegeben
und die Reaktion bei Raumtemperatur für 4 Stunden gerührt. Das Lösungsmit-
tel wurden in vacuo entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch
gereinigt (deakt. Si, Dichlormethan mit 2 % MeOH und 1 % Pyridin). Man
erhielt 62 als weißen Feststoff.

Rf = 0.21 (CHCl3:MeOH 20:1). 31P-NMR (80.9 MHz, CD2Cl2): δ = 149.5,
150.0.

5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin (63)
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Synthese nach Kovács et al.:[158]

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-
2’-desoxyuridin 55 (0.10 g, 0.24 mmol) und 1,8-Bis(dimethylamino)naphthalin
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(proton sponge, 83 mg, 0.39 mmol, 1.6 eq) in Trimethylphosphat (2 mL) wur-
de Phosphorylchlorid POCl3 (26 μL, 0.29 mmol, 1.1 eq) zugetropft. Die Reak-
tion wurde 3 Stunden bei 0 ◦C gerührt. Zu der Reaktion wurde eine Lösung
von Tri-n-butylammonium Pyrophosphat (211.5 mg, 0.55 mmol, 1.85 eq und
N(n-Bu)3 0.377 mL in 2.6 mL DMF) gegeben und die Reaktion nach 2 Minu-
ten durch Zugabe von Triethylammoniumbicarbonat-Puffer (1.0 M, 40 mL, pH
8.5) beendet. Die Reaktion wurde noch 8 Stunden bei Raumtemperatur ge-
rührt und danach lyophilisiert. Reinigung mit DEAE Sephadex (TEAB 0.1 M

→ 1 M; Produkt bei 0.5) und nachfolgende RP-HPLC Aufreinigung (C18)
(0→80 % 0.01 M Triethylammoniumacetat → 20 : 80 H2O : MeCN mit 0.01 M

Triethylammoniumacetat, Gradient in 35 min) ergab 63 (27.1 min) als Trie-
thylammoniumsalz.

Synthese nach Eckstein:[155]

5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenylethinyl)-3’-O-acetyl-2’-desoxyuridin2 (28.4 mg,
100 μmol) wurde in 2 mL Pyridin gelöst und das Lösungsmittel im Hochva-
kuum entfernt. Der trockene Rückstand wurde in Pyridin:Dioxan (100 μL :
300 μL) gelöst und 2-Chloro-5,6-benzo-l,3,2-dioxaphosphorin-4-on 74 (100 μL,
1 M in DMF) zugegeben und die Reaktion 10 Minuten gerührt. Danach wurde
eine Lösung von Pyrophosphat (400 μL, 0.5 M in Tri-n-butylamin:DMF 3:1)
zugegeben. Es fiel ein Feststoff aus, der sich sofort wieder löste. Nach 15 Mi-
nuten wurde Iod-Lösung (2 mL, 1 % I2 in Pyridin:H2O 98:2) zugegeben und
nach weiteren 15 Minuten wurde das überschüssige Iod mit NaHSO3-Lösung
(5 % in Wasser, 40 Tropfen) reduziert. Das Lösungsmittel wurde entfernt
und der Rückstand in 3 mL Wasser aufgenommen. Nach einer halben Stunde
wurden 6 mL konzentrierte Ammoniak-Lösung zugegeben und nach einer
weiteren Stunde das überschüssige Ammoniak im Hochvakuum entfernt
und die restliche Lösung lyophilisiert. Reinigung mit DEAE Sephadex (TEAB
0.1 M → 1 M; Produkt bei 0.5) und nachfolgende RP-HPLC Aufreinigung
(C18) (0→80 % 0.1 M Triethylammoniumacetat → 20 : 80 H2O : MeCN mit
0.1 M Triethylammoniumacetat, Gradient in 35 min) ergab 63 (27.1 min) als
Triethylammoniumsalz. (Als Nebenprodukt konnte das Triphosphat mit
gespaltenem Acetal bei 22.6 Min. isoliert werden).

31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.8 (t, 1 P, J = 21.2 Hz, P-β), −10.5 (d, 1 P,
J = 20.1 Hz, P-α), −5.8 (d, 1 P, J = 21.3 Hz, P-γ). MALDI-TOF (ATT, M + 2H +):
652.8.

2Zur Verfügung gestellt von G.A. Burley.
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8.4.2. Synthese von 5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-
galactopyranosyl)-prop-1-inyl)-5’-O-triphosphat-2’-des-
oxyuridin (66) und
5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galacto-
pyranosyl)-pent-1-inyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin
(71)

1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-(prop-2-inyl)-α-D-galactopyranose (64)[362]
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O

O

O
O

O

1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-α-D-galactopyranose 67 (1.107 g, 4.25 mmol) wur-
den bei 0 ◦C in trockenem DMF (3 mL) gelöst und NaH (204 mg, 60 % Sus-
pension in Mineralöl, 1.2 eq) zugegeben. Nach 15 Minuten wurde Propargyl-
bromid (695 mg, 80 % in Toluol, 1.1 eq) langsam dazugetropft und die Kühlung
entfernt. Nach einer Stunde wurde die Reaktion mit Methanol (1 mL) beendet,
Wasser zugegeben und das Produkt zweimal mit Ethylacetat extrahiert. Die ver-
einigten organischen Phasen wurden dreimal mit Wasser und einmal mit ges.
NaCl-Lösung gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Säulenchromatographi-
sche Reinigung (Isohexan:Ethylacetat 4:1) ergab 64 als weißen Feststoff (1.204 g,
4.04 mmol, 95 %).

Rf = 0.29 (Isohexan:Ethylacetat 4:1) 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 1.32 (s,
3 H, CH3), 1.34 (s, 3 H, CH3), 1.45 (s, 3 H, CH3), 1.54 (s, 3 H, CH3), 2.40-2.45
(m, 1H), 3.71 (ddd, 2 H J = 17.2, 10.1, 6.2 Hz), 3.99 (ddd, 1 H, J = 7.2, 5.2, 1.9 Hz),
4.19-4.43 (m, 4 H), 4.60 (dd, 1 H, J = 7.9, 2.4 Hz), 5.53 (d, 1 H, J = 5.0 Hz).
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5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-inyl)-5’,3’-
O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin (65)
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Zu einer entgasten Lösung von 5 (1.20 g, 2.06 mmol), Pd(PPh3)4 (238.7 mg,
0.21 mmol, 0.1 eq) und Kupfer(I)-iodid (78.5 mg, 0.41 mmol, 0.2 eq) in DMF
(8 mL) wurde entgaste Hünig-Base (439 μL, 1.25 eq) gegeben. Die Lösung wur-
de noch einmal entgast und dann 64 (740 mg, 2.48 mmol, 1.2 eq) zugegeben. Die
Reaktion rührte über Nacht bei Raumtemperatur. Danach wurde das DMF in
vacuo entfernt und der Rückstand in Ethylacetat aufgenommen und mit Wasser
(2x) und ges. NaCl-Lösung (2x) gewaschen. Die organischen Phasen wurden
über Na2SO4 getrocknet. Nach zweimaliger chromatographischer Reinigung
(Isohexan:Ethylacetat 8:1 → 3:1; 5:1 → 2:1) erhielt man 65 als weißen Schaum
(815 mg, 1.07 mmol, 52 %).

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ = 0.04 (s, 3 H, SiCH3), 0.05 (s, 3 H, SiCH3), 0.06
(s, 3 H, SiCH3), 0.11 (s, 3 H, SiCH3), 0.13 (s, 3 H, SiCH3), 0.87 (s, 9 H, SiC(CH3)3),
0.90 (s, 9 H, Si(CH3)3), 1.14 (s, 3 H, CH3), 1.19 (s, 3 H, CH3), 1.30 (s, 3 H, CH3),
1.32 (s, 3 H, CH3), 1.42 (s, 3 H, CH3), 1.50 (s, 3 H, CH3), 1.95-2.04 (m, 1 H, C2’H),
2.35 (ddd, 1 H, J = 13.1,b5.8,bv2.6 Hz, C2’H), 3.74 (dd, 1 H, J = 11.5, 2.1 Hz,
C6H), 3.88 (dd, 1 H, J = 11.5, 2.5 Hz, C6H), 3.99 (m, 1 H, C5H), 4.04 (dt, 1 H,
J = 6.5, 1.7 Hz), 4.23-4.41 (m, 7 H, C4H + C2H + CH2 + C5’H + C3’H), 4.60 (dd, 1
H, J = 7.9, 2.4 Hz, C3H), 5.50 (d, 1 H, J = 4.5 Hz, C1H), 6.23 (dd, 1 H, J = 7.2,6.0 Hz,
C1’H), 8.23 (s, 1 H, C6H), 8.83 (s, 1 H, NH). Die Signale der TBDMS-Gruppen
und CH3-Gruppen treten im Spektrum als Rotamere unterschiedlicher Konfor-
mationen auf). 13C-NMR (100.6 MHz): δ = −5.5 (SiCH3), −5.3 (SiCH3), −4.9
(SiCH3), −4.7 (SiCH3), 18.0 (Si(C(CH3)3), 18.4 (Si(C(CH3)3), 23.8 (CH3), 24.5
(CH3), 24.9 (CH3), 25.7 (CH3), 26.0 (CH3, 3 C), 26.1 (CH3, 3 C), 42.3 (C2’), 62.9
(C6H), 64.3 (C5’ + CH2), 65.4 (C5), 70.4, 70.6 (C3), 70.7, 72.5 (C3’), 78.7 (Cq), 85.0
(Cq), 86.5 (C1’), 88.8 (C4’), 96.2 (C1), 96.8 (Cq), 108.8 (Cq), 109.6 (Cq), 146.6 (C6H),
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148.8 160.4. HRMS (FT-ICR+ , M+H+): ber. für [C36H61N2O11Si2
+]+753.3808 gef.

753.3802.

5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-inyl)-2’-
desoxyuridin (57)
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Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 65 (479 mg, 0.64 mmol) in THF (10 mL)
wurde TBAF (1.91 mL, 1 M in THF, 3.0 eq) gegeben. Die Kühlung wurde nach
einer Stunde entfernt und die Reaktion noch weitere 3 h bei Raumtempera-
tur gerührt. Die Reaktion wurde mit zwei Tropfen Eisessig beendet, das Lö-
sungsmittel in vacuo entfernt und das Rohprodukt über Säulenchromatographie
(Ethylacetat mit 10 % MeOH) aufgereinigt. Man erhielt 57 als weißen Feststoff
(188 mg, 0.54 mmol, 87 %).

Rf = 0.21 (Ethylacetat mit 10 % Methanol) 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ =
1.32 (s, 3 H, CH3), 1.33 (s, 3 H, CH3), 1.44 (s, 3 H, CH3), 1.53 (s, 3 H, CH3), 2.31
(dd, 1 H, J = 13.4, 6.7 Hz, C2’H), 2.39-2.43 (m, 1 H, C2’H), 3.15 (s, 1 H, OH), 3.36
(s, 1 H, OH), 3.68-3.74 (m, 2 H, C6H), 3.83 (d, 1 H, J = 10.9 Hz, C5’H), 3.93 (d, 1 H,
J = 10.6 Hz, C5’H), 3.97-4.01 (m, 1 H, C5H), 4.03 (m, 1 H, C4’H), 4.26 (dd, 1 H, J
= 7.9, 1.7 Hz, C4H), 4.32 (dd, 1 H, J = 5.0, 2.4 Hz, C2H), 4.37 (s, 2 H, CH2), 4.56
(m, 1 H, C3’H), 4.60 (dd, 1 H, J = 7.9, 2.3 Hz, C3H), 5.54 (d, 1 H, J = 5.0 Hz, C1H),
6.22 (t, 1 H, J = 6.3 Hz, C1’H), 8.27 (s, 1 H, C6HBase), 9.24 (s, 1 H, NH). 13C-NMR
(150.8 MHz, CDCl3): δ = 24.5 (CH3), 24.9 (CH3), 25.9 (CH3), 26.0 (CH3), 41.0
(C2’), 59.2 (CH2), 61.7 (C5’), 66.9 (C5), 68.6 (C6), 70.5 (C2), 70.6 (C3), 70.9 (C3’),
71.1 (C4), 78.1 (C5Base), 86.2 (C1’), 87.3 (C4’), 89.1 (C ≡ CCH2), 96.3 (C1), 99.2
(C ≡ CCH2), 108.9 (Cq), 109.5 (Cq), 144.6 (C6Base), 149.4, 161.6. HRMS (FT-ICR+ ,
M+H+): ber. für [C24H33N2O11]+525.2079 gef. 525.2073.
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8.4. Synthese der Aldehydbausteine

5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-inyl)-2’-
desoxyuridin-5’-triphosphat (66)
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Synthese nach Kovács et al.:[158]

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 57 (0.09 g, 0.17 mmol) und
1,8-Bis(dimethylamino)naphthalin (proton sponge, 59 mg, 0.28 mmol, 1.6 eq)
in Trimethylphosphat (1.38 mL) wurde Phosphorylchlorid POCl3 (18.6 μL,
0.21 mmol, 1.2 eq) zugetropft. Die Reaktion wurde 3 Stunden bei 0 ◦C gerührt.
Zu der Reaktion wurde eine Lösung von Tri-n-butylammonium Pyrophosphat
(149 mg, 0.32 mmol, 1.85 eq und N(n-Bu)3 0.267 mL in 2 mL DMF) gegeben und
die Reaktion nach 1 Minute durch Zugabe von Triethylammoniumbicarbonat-
Puffer (1.0 M, 40 mL, pH 8.5) beendet. Die Reaktion wurde noch 8 Stunden bei
Raumtemperatur gerührt und danach lyophilisiert. Reinigung mit RP-HPLC
Aufreinigung (C18) (0→50 % 0.1 M Triethylammoniumacetat → 20 : 80 H2O :
MeCN mit 0.1 M Triethylammoniumacetat, Gradient in 45 min mit 5 mL/min)
ergab 66 (27.3 min) als Triethylammoniumsalz.

31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.4 (t, 1 P, J = 20.2 Hz, P-β), −10.5 (d, 1 P,
J = 20.2 Hz, P-α), −9.9 (d, 1 P, J = 20.1 Hz, P-γ). MALDI-TOF (ATT, M + 2H +):
762.7.

Methansulfonsäure-pent-4-inylester (68)[363]

O
S

O

O

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von Pent-4-in-1-ol (698 mg, 8.23 mmol) in
trockenem Dichlormethan (5 mL) wurden Mesylchlorid (770.7 μL, 9.96 mmol,
1.2 eq) und Ethyldiisopropylamin (2.66 mL, 1.9 eq) nacheinander zugetropft.
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Die Lösung wurde zwei Stunden bei 0 ◦C gerührt und danach das Lösungsmit-
tel vorsichtig abkondensiert. Man erhielt 68 als farbloses Öl (866 mg, 5.35 mmol,
65 %).

Rf = 0.55 (Isohexan:Ethylacetat 2:1). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 1.97
(quin., 2 H, J = 6.6 Hz, CH2CH2CH2), 2.01 (t, 1 H, J = 2.4 Hz, CH), 2.37 (td, 2 H,
J = 6.6, 2.4 Hz, C ≡ CCH2), 3.03 (s, 3 H, CH3), 4.36 (t, 2 H, J = 6.0 Hz, CH2O).
13C-NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = 14.7 (C ≡ CCH2), 27.8 (CH2CH2CH2), 37.3
(CH3), 68.2 (CH2O), 69.8 (HC ≡ C), 82.1 (HC ≡ C).

1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-(pent-4-inyl)-α-D-galactopyranose (69)

O

O

O

O
O

O

Zu einer gekühlen Lösung (0 ◦C) von 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-α-D-
galactopyranose 67 (644 mg, 2.47 mmol) in THF wurde NaH (118.7 mg,
60 % Suspension in Mineralöl, 2.97 mmol, 1.2 eq) gegeben und 30 Minuten
gerührt. Dazu wurde eine Lösung von 68 (422 mg, 2.72 mmol, 1.1 eq) in THF
(2 mL) langsam zugetropft und die Kühlung entfernt. Die Reaktion wurde
über Nacht bei 40 ◦C gerührt. Die Reaktion wurde mit MeOH (1 mL) beendet
und Wasser (20 mL) zugegeben. Danach wurde mit Ethylacetat extrahiert und
die organische Phase mit ges. NaCl-Lösung (2x) und Wasser (1x) gewaschen.
Säulenchromatographische Reinigung (Isohexan:Ethylacetat 4:1) ergab 69

(575 mg, 1.76 mmol, 71 %) als farbloses Öl.
Rf = 0.37 (Isohexan:Ethylacetat 4:1). 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ = 1.32

(s, 3 H, CH3), 1.33 (s, 3 H, CH3), 1.44 (s, 3 H, CH3), 1.53 (s, 3 H, CH3), 1.79
(quin., 1 H, J = 6.6 Hz, CH2CH2CH2), 1.92 (t, 1 H, J = 2.6 Hz, C ≡ CH), 2.27
(td, 1 H, J = 7.1, 2.6 Hz, CH2C ≡ C), 3.53-3.65 (m, 4 H, CH2, 2xC6H) 3.95 (td,
1 H, J = 6.4, 1.5 Hz, C5H), 4.25 (dd, 1 H, J = 7.9, 1.7 Hz, C4H), 4.30 (dd, 1 H, J =
5.0, 2.3 Hz, C2H), 4.59 (dd, 1 H, J = 7.9, 2.3 Hz, C3H), 5.52 (d, 1 H, J = 5.0 Hz,
C1H). 13C-NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = 15.2 (C ≡ CCH2), 24.4 (CH3) 24.9
(CH3), 26.0 (CH3), 26.1 (CH3), 28.5 (CH2CH2CH2), 66.6 (C5) 68.3 (C ≡ CH) 69.4
(OCH2), 69.7 (OCH2), 70.6 (2C, C2+C3), 71.2 (C4), 84.0 (C ≡ CH), 96.4 (C1),
108.5, 109.2. MS (EI+ , M+): 326.2, [M-CH3]+ : 311.1. HRMS (EI+ , M+): ber. für
[C17H26O6]+326.1729 gef. 326.1689, [M-CH3]+ber. für [C16H23O6]+311.1489 gef.
311.1481.
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8.4. Synthese der Aldehydbausteine

5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-inyl)-5’,3’-
O-tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxyuridin (70)
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Zu einer entgasten Lösung von 5 (634 mg, 1.09 mmol), PdCl2(PPh3)2 (76 mg,
0.1 mmol, 0.1 eq) und Kupfer(I)-iodid (41 mg, 0.2 mmol, 0.2 eq) in DMF (1 mL)
wurde entgaste Hünigsbase (231 μL, 1.25 eq) gegeben. Die Lösung wurde noch
einmal entgast und dann eine Lösung von 69 (427 mg, 1.3 mmol, 1.2 eq) zugege-
ben. Die Reaktion rührte sieben Stunden bei Raumtemperatur. Danach wurde
das DMF in vacuo entfernt und der Rückstand in Ethylacetat aufgenommen und
mit Wasser (2x) und ges. NaCl-Lösung (2x) gewaschen. Die organischen Pha-
sen wurden über Na2SO4 getrocknet. Nach zweimaliger chromatographischer
Reinigung (Isohexan:Ethylacetat 5:1 → 1:1) erhielt man 70 als weißen Schaum
(438 mg, 0.56 mmol, 51 %).

Rf = 0.21 (Isohexan:Ethylacetat 4:1). 1H-NMR (400 MHz): δ = 0.05 (s, 3 H,
SiCH3), 0.06 (s, 3 H, SiCH3), 0.10 (s, 3 H, SiCH3), 0.12 (s, 3 H, SiCH3), 0.87 (m, 9
H, SiC(CH3)3), 0.90 (m, 9 H, SiC(CH3)3), 1.30 (s, 3 H, CH3), 1.31 (s, 3 H, CH3),
1.41 (s, 3 H, CH3), 1.50 (s, 3 H, CH3), 1.78-1.85 (m, 2 H, CH2CH2CH2), 1.96-2.03
(m ,1 H, C2’H), 2.27 (ddd, 1 H, J = 13.1, 5.8, 2.7 Hz, C2’H), 2.43 (t, 2 H, J = 7.3 Hz,
CH′2), 3.51-3.70 (m, 4 H, C6H + CH2O), 3.72-3.90 (m, 3 H, C5’H+C4’H), 3.92-
3.94 (m, 1 H, C5H), 4.21-4.24 (m, 1 H, C4H), 4.27-4.29 (m, 1 H, C2H), 4.37-4.39
(m, 1 H, C3’H), 4.56-4.58 (m, 1 H, C3H), 5.50 (d, 1 H, J = 4.9 Hz, C1H), 6.26
(dd, 1 H, J = 7.6, 6.0 Hz, C1’H) 7.86 (s, 1 H, C6H), 9.2 (s, 1 H, NH). (Die Signale
der TBDMS-Gruppen treten im Spektrum als Rotamere unterschiedlicher Kon-
formationen auf, im Verhältnis 1:2) −5.6 (SiCH3), −5.4 (SiCH3), −4.9 (SiCH3),
−4.7 (SiCH3), 16.4 (CH2), 17.9 (SiC(CH3)3), 18.3 (SiC(CH3)3), 24.4 (CH3), 24.9
(CH3), 25.7 (SiC(CH3)3), 25.9 (CH3, 4 C), 26.0 (CH3), 28.6 (CH2CH2CH2), 41.8
(C2’), 62.9 (C5’), 66.6 (C5), 69.4 (CH2), 69.9 (CH2), 70.5 (C2), 70.6 (C3), 71.1 (C4),
71.4 (Cq), 72.2 (C3’), 85.5 (C1’), 88.2 (C4’), 94.5 (Cq), 96.3 (C1), 100.7 (Cq), 108.4
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(Cq), 109.1 (Cq), 141.5 (C6), 149.3 (Cq), 162.0 (Cq). HRMS (FT-ICR+ , M+H+): ber.
für [C38H65N2O11Si2]+781.4121 gef. 781.4121.

5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-inyl)-2’-
desoxyuridin (58)
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Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 70 (254 mg, 0.32 mmol) gelöst in THF
(5 mL) wurde TBAF (0.98 mL, 1 M in THF, 3.0 eq) gegeben. Die Kühlung wurde
nach einer Stunde entfernt und die Reaktion noch weitere 3 h bei Raumtempe-
ratur gerührt. Die Reaktion wurde mit zwei Tropfen Eisessig beendet, das Lö-
sungsmittel in vacuo entfernt und das Rohprodukt über Säulenchromatographie
(Ethylacetat mit 10 % MeOH) aufgereinigt. Man erhielt 58 als weißen Feststoff
(86 mg, 0.16 mmol, 49 %).

Rf = 0.21 (Ethylacetat mit 10 % Methanol); 1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ =
1.33 (d, 6 H, J = 2.5 Hz, CH3), 1.44 (s, 3 H, CH3), 1.53 (s, 3 H, CH3), 1.77-1.87 (m,
2 H, CH2CH2CH2), 2.00 (bs, 1 H, OH), 2.26-2.34 (m, 1 H, C2’H), 2.35-2.43 (m, 1
H, C2’H), 2.47 (t, 2 H, J = 6.92 Hz, CH2C ≡ C), 3.29 (bs, 1 H, OH), 3.54-3.69 (m,
4 H, C5’H + C6H), 3.74-4.05 (m, 4 H, C5’H + C5H + C4’H), 4.24-4.27 (m, 1 H,
C4H), 4.31 (dd, 1 H, J = 4.9, 2.3 Hz, C2H), 4.54 (m, 1 H, C3’H), 4.60 (dd, 1 H, J
= 7.9,2.2 Hz, C3H), 5.54 (d, 1 H, J = 5.0 Hz, C1H), 6.21 (t, 1 H, J = 6.5 Hz, C1’H),
8.03 (s, 1H, C6H), 9.18 (s, 1 H, NH). 13C-NMR (150.8 MHz, CDCl3): δ = 16.2
(CH2), 24.4 (CH3), 24.9 (CH3), 26.0 (CH3, 2 C), 28.3 (CH2), 40.7 (C2’), 61.9 (C5’),
66.9 (C5), 69.6 (CH2), 69.8 (CH2), 70.6 (C2), 71.1 (C3), 71.2 (C3’), 71.7 (C4), 77.2
(Cq), 86.3 (C1’), 87.2 (C4’), 94.2 (Cq), 96.3 (C1), 100.6 (Cq), 108.7 (Cq), 109.3 (Cq),
143.1 (C6H), 149.5, 161.9. HRMS (FT-ICR+ , M+Na+): ber. für [C26H36N2O11+
Na+]+575.2211 gef. 575.2208.
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5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-inyl)-2’-
desoxyuridintriphosphat (71)
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Synthese nach Kovács et al.:[158]

Zu einer gekühlten Lösung (0 ◦C) von 58 (78 mg, 0.14 mmol) und 1,8-
bis(dimethylamino)naphthalin (proton sponge, 48.7 mg, 0.23 mmol, 1.6 eq) in Tri-
methylphosphat (1.5 mL) wurde Phosphorylchlorid POCl3 (15.3 μL, 0.17 mmol,
1.2 eq) zugetropft. Die Reaktion wurde 3 Stunden bei 0 ◦C gerührt. Zu der Re-
aktion wurde eine Lösung von Tri-n-butylammonium Pyrophosphat (123 mg,
0.26 mmol, 1.85 eq und N(n-Bu)3 0.219 mL in 2 mL DMF) gegeben und die Re-
aktion nach 1 Minute durch Zugabe von Triethylammoniumbicarbonat-Puffer
(1.0 M, 40 mL, pH 8.5) beendet. Die Reaktion wurde noch 8 Stunden bei Raum-
temperatur gerührt und danach lyophilisiert. Reinigung mit RP-HPLC Aufrei-
nigung (C18) (0→50 % 0.1 M Triethylammoniumacetat → 20 : 80 H2O : MeCN
mit 0.1 M Triethylammoniumacetat, Gradient in 45 min) ergab 71 (29.6 min) als
Triethylammoniumsalz.

31P-NMR (80.9 MHz, D2O): δ = −22.4 (t, 1 P, J = 19.8 Hz, P-β), −10.5 (d, 1 P,
J = 22.6 Hz, P-α), −9.9 (d, 1 P, J = 19.8 Hz, P-γ). MALDI-TOF (ATT, M + 2H +):
790.7.
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8.5. Sonstige Substanzen

1-Diazo-2-oxo-propyl-phosphonsäurediethylester (17)[153]
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Diethyl-2-oxopropylphosphonat (1.0 g, 5.12 mmol) wurde bei 0 ◦C in THF
(50 mL) gelöst und NaH (226 mg, 60 % in Mineralöl, 5.67 mmol, 1.1 eq) zuge-
geben (Gasentwicklung). Die Lösung wurde eine Stunde gerührt und dann
4-Acetamidobenzolsulfonylazid (1.36 g, 5.67 mmol, 1.1 eq) zugegeben. Nach
40 Minuten wurde die Kühlung entfernt und die Reaktion weitere 24 Stunden
gerührt. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt, der Rückstand in Diethyl-
ether suspendiert und über Kieselgur filtriert. Das Filtrat wurde eingeengt und
danach säulenchromatographisch gereinigt (Isohexan:Ethylacetat 1:1). Man er-
hielt 17 als gelbes Öl (918 mg, 4.17 mmol, 81 %).

Rf = 0.18 (Isohexan:Ethylacetat 1:1). 1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 1.38
(td, 6 H, J = 7.1, 0.7 Hz, CH2CH3), 2.27 (s, 3 H, CH3), 4.09-4.30 (m, 4 H, CH2CH3).
31P-NMR (80.9 MHz, CDCl3): δ = 12.12.

8.5.1. 1-α/β-Chlor-2-desoxy-3,5-p-toluoyl-D-ribofuranose (29)

1-α/β-O-Methyl-2-desoxy-3,5-p-toluoyl-D-ribofuranose (82)[160]
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D-2’-Desoxyribose (7.0 g, 0.052 mol) wurde in 0.1%iger methanolischer HCl-
Lösung (139 mL Methanol mit 32 μL Acetylchlorid) gelöst. Der Reaktionsver-
lauf wurde mittels DC (CHCl3:MeOH 5:1) kontrolliert und nach vollständigem
Umsatz Silbercarbonat (3.36 g, 12.2 mmol) zugegeben. Es wurde vom ausgefal-
lenen Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel in vacuo entfernt. Der Rück-
stand wurde am Hochvakuum getrocknet und noch zweimal mit Pyridin ko-
evaporiert. Danach wurde in 20 mL trockenem Pyridin gelöst und 2 h über Mol-
sieb (4 Å) gerührt. Die Lösung wurde auf 0 ◦C gekühlt und p-Toluoylchlorid
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8.5. Sonstige Substanzen

(15.33 mL, 0.115 mmol, 2.2 eq) und DMAP (kat.) zugegeben. Die Reaktion wur-
de über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von Wasser (200 mL)
wurde dreimal mit Diethylether extrahiert. Die vereinigten organischen Pha-
sen wurden mit Wasser, 2 N Salzsäure und gesättigter NaHCO3-Lösung gewa-
schen und über Na2SO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt
und das Rohprodukt säulenchromatographisch gereinigt (Isohexan:Ethylacetat
10:1). Man erhielt 82 als Gemisch der Isomere (12.9 g, 336 mmol, 64 %).

Rf = 0.42 (Isomer 1):1H-NMR (300 MHz, Aceton-d6): δ = 1.97-2.03 (m, 1 H,
C2’H), 2.24 (s, 6 H, CH3), 2.46 (m, 1 H, C2’H), 3.22 (s, 3 H, OCH3), 4.40 (m, 3 H,
C4’H, C5’H), 5.03 (dd, 1 H, J = 5.41, 2.26 Hz, C1’H), 5.31 (m, 1 H, C3’H), 7.16 (dd,
4 H, J = 5.69, 0.69 Hz), 7.78 (m, 4 H).

(Isomer 2): 1H-NMR (300 MHz, Aceton-d6): δ = 2.20-2.42 (m, 2 H, C2’H), 2.25
(s, 6 H, CH3), 3.19 (s, 3 H, OCH3), 4.37 (m, 3 H, C4’H, C5’H), 5.10 (dd, 1 H, J =
5.34,0.87 Hz, C1’H), 5.31 (m, 1 H, C3’H), 7.16 (m, 4 H), 7.78 (m, 4 H).

13C-NMR (75.5 MHz, Aceton-d6): δ = 22.0 (2C, CH3), 40.2 (C2’), 55.4 (OCH3),
65.6 (C5’), 76.1 (C3’), 82.3 (C4’), 106.3 (C1’), 128.7 (2C, Cq), 130.4 (4C, CH), 130.7
(4C, CH), 145.1 (2C, Cq2C), 206.5 (2C, C=O).

1-α/β-Chlor-2-desoxy-3,5-p-toluoyl-D-ribofuranose (29)[160]

O

O

O

O

Cl

O

In einer Gaseinleitungsapparatur wurde Eisessig (40 mL) mit HCl-Gas gesät-
tigt. Zu dieser Lösung wurde eine Lösung von 82 (12.0 g, 31 mmol) in Eisessig
(24 mL) gegeben. Durch die Lösung wurde unter Kühlung HCl-Gas geleitet.
Nach 10 Minuten fiel ein weißer Feststoff aus. Nach 15 Minuten wurde schnell
abfiltriert und fünfmal mit Diethylether gewaschen. Der Feststoff wurde am
Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 29 als weißen Feststoff (8.1 g, 20.8 mmol,
67 %).

1H-NMR (300 MHz, CDCl3): δ = 2.06-2.53 (m, 1 H, C2’H), 2.41 (s, 6 H, CH3),
4.47-4.71 (m, 2 H, C4’H, C5’H), 5.47-5.80 (m, 1 H, C3’H), 7.19-8.02 (m, 8 H).
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8.5.2. 2-Chloro-5,6-benzo-l,3,2-dioxaphosphorin-4-on (74)[156]

O

O

O
P

Cl

Salicylsäure (5 g, 36 mmol) wurde in trockenem Toluol (10 mL) suspendiert
und PCl3 (5.47 g, 3.476 mL, 39.9 mmol, 1.1 eq) zugegeben. Die Reaktion wur-
de 3 Stunden refluxiert, bis die Gasentwicklung abgeklungen war. Das Toluol
wurde vorsichtig abkondensiert und der Rückstand mit einer kurzen Vigreux-
Kolonne destilliert (2 mbar, 105 ◦C). Man erhielt 74 als weißen Feststoff (2.2 g,
10.8 mmol, 30 %).

1H-NMR (200 MHz, CDCl3): δ = 7.16 (d, J = 8.4 Hz, 1 H), 7.35 (t, J = 7.8 Hz,
1 H), 7.68 (ddd, J = 9.3, 8.2, 1.8 Hz, 1 H), 8.12 (dd, J = 7.8, 1.8 Hz, 1 H). 31P-NMR
(80.9 MHz, CDCl3): δ = 149.40 (s).
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8.6. Synthese der DNA Oligomere
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Abbildung 8.1: Prinzip der Festphasensynthese von DNA mit DMT-
Phosphoramiditchemie.

Die Synthese an der festen Phase wurde mit DMT-Phosphoramiditchemie
durchgeführt (s. Abb. 8.1). Zu Beginn des Zyklus wird mit Hilfe von Säu-
re (2 % Dichloressigsäure in Dichlormethan) die Dimethoxytritylgruppe abge-
spalten („Entschützen“). Zur Bestimmung der Kupplungseffizienz wird das
Signal des entstehenden tiefroten Kations mit Hilfe eines UV-Detektors inte-
griert. Dieser Wert ist ein wichtiger Hinweis auf Probleme während der Syn-
these. Im nächsten Schritt werden die freien Hydroxylgruppen mit dem ak-
tivierten Phosphoramidit der nächsten Base gekuppelt. Zur Aktivierung hat
sich Benzylthiotetrazol (BTT, 0.25 M in trockenem MeCN) als Aktivator be-
währt. Es ist einfacher herzustellen als Ethylthiotetrazol (ETT) und gab bes-
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sere Kupplungen als DCI (Dicyanimidazol) oder Turbotetrazol (Tetrazol mit 4-
Nitrophenyltetrazol). Nach der Kupplung muss verhindert werden, dass nicht
umgesetzte freie 5’-OH-Gruppen im nächsten Kupplungsschritt reagieren. Da-
zu werden sie mit Phenoxyessigsäureanhydrid (Pac2O) umgesetzt (Lösung
Cap A: 0.52 MPac2O in 2,6-Lutidin:MeCN (1:8); Lösung Cap B: 16 Vol-% 1-
Methylimidazol in MeCN). Nachfolgende Oxidation des Phosphors mit Iod-
Lösung (0.01 M Iod in MeCN/2,6-Lutidin/H2O 65:6:30) verhindert eine Hydro-
lyse während der weiteren Synthese. Danach kann der Zyklus mit einer neuen
Entschützung erneut beginnen. Für den Zeitpunkt der Abspaltung des DNA-
Strangs vom Träger gibt es nach der Synthese zwei Möglichkeiten. Bei kurzen
Oligomeren (bis 30 Basen) wird nach einer abschließenden Entschützung der
Strang ohne DMT vom Träger abgespalten („DMT-off “). Das hat den Vorteil,
dass der Strang nach einer Aufreinigung direkt sauber erhalten werden kann.
Andererseits kann es bei langen Strängen schwierig werden, eine um eine Ba-
se kürzere Abbruchsequenz über HPLC abzutrennen. In solchen Fällen wird
der Strang mit der letzten DMT-Gruppe vom Träger abgespalten („DMT-on“).
Dadurch ist diese Sequenz deutlich unpolarer als Abbruchsequenzen und ist
daher leichter aufzureinigen. In einem zweiten Schritt wird die DMT-Gruppe
abgespalten und der Strang ein zweites Mal gereinigt.

In Tabelle 8.1 sind die mit verschiedenen Modifikationen hergestell-
ten DNA-Stränge angegeben. Alle Stränge wurden mit dem Protokoll
„Glenn_110804_long“ (s. Anhang A.1) synthetisiert. In diesem Protokoll ist die
modifizierte Base etwas geringer (1.0 mM) konzentriert, wird dafür aber dop-
pelt gekuppelt und deutlich länger entschützt. Die Zeiten für Entschützung und
Kupplung wurden auch für die nachfolgenden Basen verlängert. Die Abspal-
tung wurde unter Standardbedingungen durchgeführt (4 h, 40 ◦C, NH3:EtOH
3:1). Die Aufreinigung der DNA wurde mit Hilfe von RP-HPLC (C18, 0→30 %
0.1 M Triethylammoniumacetat → 20 : 80 H2O : MeCN mit 0.1 M Triethylam-
moniumacetat, Gradient in 45 min, für „DMT-on“ 0→60 %). Zur Abspaltung
der DMT-Gruppe bei „DMT-on“ wurde der Strang auf eine SePac-Kartusche
(Nach Aktivierung mit 5 mL MeCN und Spülen mit 10 mL H2O) aufgetragen
und mit TFA (2 %, 10 Min., danach sofort mit 0.1 M Triethylammoniumacetat
neutralisieren) behandelt. Danach wurde mit Wasser gewaschen und und mit
MeCN:H2O 80:20 eluiert.
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Sequenz (X = 9) Masse Tm [◦C]
5’-GCGCTGTXCATTCGCG d1 4871.0 (4871.8) 69.1 (68.1)
5’-GCGCTGXXCATTCGCG d2 4881.5 (4881.8) 69.4
5’-GCGCXGTXCAXTCGCG d3 4891.8 ([M+ Na+]+: 4889) 69.9
5’-GCGCXXXXXXGTCGCG d4 4928.2 (4927.7)
X = 12

5’-GCGCTGTXCATTCGCG d5 4954.6 (4951.9) 65.5
5’-GCGCTGXXCATTCGCG d6 5042.0 (5041.9)
5’-GCGCXGTXCAXTCGCG d7 5134.4 (5132.0) 66.1
5’-GCGCXXXXXXGTCGCG d8 5413.1 (5408.1)
5’-TTAATTGAATTCGATTXGGGCC
GGAXTTGTTTC

d9 10351.7 (10345.8) 72.0 (71.9)

5’-GCAGGCXTCAXGCCAGAATTAC
CAGAAG

d10 8784.8 (8782.6)

X = 51

5’-XGGAATTAAG d11 2934.57 (2931.54)
X = 53

5’-XTTAATTGAATTCGATTTGGGC
CGGATTTGTTTC

d12 10334.93 (10327.69)

5’-XGCGCTGTTCATTCGCG d13 5024.85 (5023.83)
X = 54

5’-XGCGCTGTTCATTCGCG-Fluo d14 5024.85 (5023.83)
X = 55

5’-TTTTTTXTTTTT d15 4006.0 (Aldehyd: 4004.65)
5’-TTTTTTXXTTTTT d16 4120.3 (2x Ald.: 4118.7)
5’-GCCGAXGCGC d17 4060.6 (Ald.: 4061.7) 53.8 (56.5)
5’-GCGXATAXATAXTCGC d18 5270.5 (2x Ald.: 5268.9) 48.4 (53.7)

Tabelle 8.1: Die mit den verschiedenen Alkinen (X = 9, 12, 51, 53, 54) und Al-
dehyd (X = 55) hergestellten Stränge. Die Massen in Klammern geben die be-
rechneten Massen an. Die Stränge d17 und d18 wurden als Mischungen der
Aldehyde und Acetale erhalten. Die Schmelzpunkte in Klammern geben den
Schmelzpunkt natürlicher DNA an.
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8.7. „Click“-Protokolle

8.7.1. Für DNA-Oligomere

CuSO4/TCEP Zu einer Lösung der DNA (ca. 0.2 mM in Wasser) wurden die
Lösung des Azids (je nach Azid 10 mM in Wasser, H2O:MeOH oder DMSO,
50 eq), CuSO4/Ligand 1 (1:1, in DMSO, 0.05 M, 20 eq) und als letztes eine Lö-
sung von TCEP (in Wasser, 0.1 M, 40 eq) gegeben. Die Reaktion wurde zwischen
2 Stunden und über Nacht bei Raumtemperatur geschüttelt. Zur Analyse mit
MALDI wurden die Proben durch Dialyse entsalzt. Zur Aufreinigung wurde
die DNA ohne Aufkonzentrieren mit Ethanol gefällt.

CuBr Zu 25 μL einer Lösung der DNA (0.5 mM, 12.5 nmol in Wasser) wurden
die Lösung des Azids (6.25 μL, 0.1 M, 625 nmol, 50 eq) und 10 μL einer frisch her-
gestellte Lösung von CuBr und Ligand 1 im Verhältnis 1:1 (4:3:1 Wasser : DMSO
: tBuOH, 0.05 M, 250 nmol, 20 eq) zugegeben. Die Reaktion wurde durchmischt
und bei 15 ◦C für 1 Stunde geschüttelt. Zur Analyse mit MALDI wurden die
Proben durch Dialyse entsalzt. Zur Aufreinigung wurde die DNA ohne Auf-
konzentrieren mit Ethanol gefällt.

8.7.2. Für PCR-Produkte

Reaktion auf dem Gel Die PAAG-Gele (5 %) wurden in Wasser : MeOH
(1:1, 25 mL) gegeben und nacheinander eine Lösung von Zuckerazid 44 (0.1 M,
3 mL), eine Lösung von CuSO4 (0.1 M, 600 μL in Wasser) und TCEP (0.1 M,
1.2 mL). Die Gele wurden über Nacht in Lösung geschwenkt. Nach der Reakti-
on wurden die Gele mit MeOH : H2O (1:1, 3 x 50 mL, jeweils 10 Min.) und mit
Wasser (3 x 50 mL, jeweils 10 Min.) gewaschen.

CuBr Zu einer Lösung des PCR-Produkts (10 μL, 1-4 pmol DNA in Wasser
oder 10 mM Tris/HCl) wurden eine Lösung des Azids (10 μL, Fluoreszeinazid
45 (5 mM, verdünnt mit 10 mM Tris (pH=7.5) mit 5% tBuOH aus einer Stock-
lösung 0.1 M in DMSO oder Zuckerazid 44 5 mM in 10 mM Tris (pH=7.5)) und
frisch hergestellter Cu(I)-Komplex (10 μL, 10 mM; 1 mg CuBr (99.99 %) gelöst
in 700 μL 10 mM Ligand 1 in tBuOH : DMSO 1:3) Die Reaktion wurde 2 Stun-
den bei 37 ◦C geschüttelt. Zur Analyse der Produkte auf Gelen wurde direkt mit
Auftragspuffer beendet. Zur Aufreinigung der Produkte wurde mit Ethanol ge-
fällt.
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8.7.3. Aufreinigung durch Fällung mit Ethanol

Zu der Click-Reaktion wurde NaOAc-Lösung (0.3 M, 100 μL) und anschließend
900 μL Ethanol (95 %). Die Lösung wurde dreimal invertiert und eine Stunde
auf -80 ◦C gekühlt. Danach wurde die Probe für 4 Minuten zentrifugiert (13.4 x
103 rpm) und erneut für eine Stunde auf -80 ◦C gekühlt. Danach wurde erneut
für 4 Minuten zentrifugiert (13.4 x 103 rpm) und der Überstand vorsichtig de-
kantiert. Der Rückstand wurde mit Ethanol gewaschen (2-3x je 500 μL). Das Pel-
let wurde an der Luft getrocknet und die DNA in Wasser wieder aufgenommen
(100 μL). Alternativ kann auch in einem Schritt mit verlängerter Kühlungsphase
gefällt werden (4 Stunden).

8.8. Metallisierung

8.8.1. Lösungen

Tollens-Lösung 80 mL H2O, 5 mL AgNO3-Lösung (0.5 M) und 1 mL NaOH
Lösung (3.0 M) wurden gründlich vermischt. Der ausgefallene Feststoff wurde
danach durch Zugabe von Ammoniak-Lösung (2.2 mL, 12.5 % NH3; Konzen-
trierte Ammoniaklösung 1:1 verdünnt) aufgelöst. Die Lösung muss sofort ver-
wendet werden, da Tollenslösungen nach längerem Stehen explodieren können
(Dies ist einmal nach 3 Wochen geschehen.).

Gold-Verstärkung Zu einer Lösung von KSCN (0.5 mL, 60 mg/mL) wurde ei-
ne Lösung von KAuCl4 solution (0.5 mL, 23 mg/mL) gegeben und eine Minute
zentrifugiert (2000 rpm). Der Überstand wurde verworfen und der Feststoff in
Phosphatpuffer gelöst (8 mL, 0.05 M, pH=5). Kurz vor der Verwendung wurde
eine Lösung von Hydrochinon (250 μL, 5.5 mg/mL) zugegeben.

8.8.2. Protokolle

Silberfärbung von Gelen Die Gele wurden für 30 Minuten mit Tollens-Lösung
(40 mL) inkubiert und danach mit Wasser gewaschen (3 x 50 mL, jeweils 10
Min.). Zur Entwicklung wurden die Gele mit einer sauren Formaldehydlö-
sung (100 mL H2O, 250 μL Zitronensäure (1 %), Formaldehydlösung (35 %,
80-200 μL)). Abhängig von der Formaldehydmenge kann die Entwicklung 2 bis
20 Minuten dauern. Weniger Zitronensäure beschleunigt die Reaktion. Die Ent-
wicklung wurde durch Zugabe von 1%iger Zitronensäure gestoppt.
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Membran Die DNA wurde auf eine Nylonmembran aufgebracht und getrock-
net. Die Membran wurde für 25 Minuten mit Tollenslösung (1:10 verdünnt)
inkubiert und danach für 30 Minuten in Wasser gewaschen. Dann wurde die
Membran in die Gold-Lösung gegeben.

8.9. Biochemische Arbeiten

8.9.1. Material und Methoden

PCR -Reaktionen wurden auf einem Eppendorf Mastercycler personal in 0.2 mL
PCR-Gefäßen von Eppendorf durchgeführt. qPCR wurde auf einem Ep-
pendorf Mastercycler S ep realplex4 in einer 96-well-Platte mit Eppendorf Cap-
strips durchgeführt. Dieser Cycler besitzt einen Silberblock für hohe Heiz-
und Kühlraten und erlaubt das gleichzeitige Screening von verschiedenen
Bedingungen durch einen Temperaturgradienten über die Proben.

PAAG-Gele: Kurze Polyacrylamid-Gele (8 cm) wurden in einer Mini-
PROTEAN 3-Kammer von Biorad, lange Gele (20 cm) mit einer PROTEAN
II xi-Kammer von Biorad gefahren. Die Geldicke war bei kurzen Gelen
0.75 mm, bei langen Gelen 1 mm. Zusammensetzung und Herstellung
siehe Abschnitt 8.9.3. Gele wurden bei einem konstanten Strom von
12 mA bei kurzen, bzw. 30 mA bei langen Gelen gefahren, bzw. mit dem
Strom bei der maximalen Spannung von 300 V, bzw. von 1000 V. Die
langen Gele wurden durch Wasserkühlung auf 40 ◦C gehalten.

Agarose-Gele wurden in einer horizontalen Gelkammer Mini-Sub-Cell GT von
Biorad gefahren. Dabei wurde eine konstante Spannung von 110 V ver-
wendet.

DNA-Konzentrationen wurden mit einem BioPhotometer der Firma Eppendorf
oder einem Nanodrop ND-1000 von PreQ-Lab bestimmt. Als Extinkions-
koeffizient wurde der Standard für dsDNA verwendet.

Gel-Detektion wurde für die geringe Aufösung auf einem IDA Imager (Raytest)
und für Bilder mit hoher Qualität auf einem LAS-3000 Imager (Raytest)
durchgeführt. Abhängig vom Farbstoff wurden entsprechende Cutoff-
Filter verwendet. (515 nm für SYBR Green und Fluoreszein, 460 nm für
Cumarin, 605 nm für Ethidiumbromid). Als Lichtquelle wurde entweder
312 nm Durchlicht oder 460 nm LED-Auflicht verwendet.
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Schmelzpunke der PCR-Produkte wurden mit dem qPCR-Cycler direkt nach
der jeweiligen PCR im PCR-Puffer aufgenommen.

Enzyme und Marker Enzyme wurden, soweit nicht anders angegeben, von Ro-
che Diagnostics, New England Biolabs und Novogen bezogen. Als Marker
wurde die 2-log-Leiter und die 1-kb-Leiter von New England Biolabs ver-
wendet.

Puffer

10x TBE: 0.89 M Tris (108 g), 0.89 M Borsäure (55 g), 32 mM EDTA (9.3 g) auf
1 L.

10x TAE-Laufpuffer: 0.4 M Tris (48.46 g), 10 mM EDTA (2.92 g) auf 1 L. pH-Wert
mit NH3-Lösung auf 7.5 einstellen. 10x TAE-Laufpuffer entspricht 20x-TAE-
Gelpuffer.

2x Auftragspuffer: 89 mM Tris/HCl, pH 8.0, 89 mM Borsäure, 2 mM EDTA, 7
M Harnstoff, 12 % Ficoll, 0.01 % Bromophenol Blau (Lauffront), 0.02 % Xylene
Cyanol FF (mittlere Bande).

PAAG-Stocklösung wurde von Roth bezogen (Sequenziergelkonzentrat, 25 %
Acrylamid/Bisacrylamid 19:1 mit 50 % Harnstoff.).

PAAG-Gelverdünner ist eine 7.0 M Harnstofflösung (500 g/L).

PAAG-APS-Lösung ist eine Lösung von Ammoniumperoxodisulfat (10 %;
10 mg auf 100 mL)

8.9.2. Enzymatischer Abbau von DNA

Zur Bestimmung der Zusammensetzung von hergestellter DNA mittels HPLC-
MS/MS wurde die DNA nach folgendem Protokoll zu ihren Monomeren abge-
baut: Im Falle von kurzen Oligomeren wurden 100 μL mit 20 μM verwendet, bei
PCR-Produkten oder Plasmiden sollte die DNA mindestens eine Konzentration
von 30 ng/μL bei einem Volumen von 50 μL haben. Dazu wurden 10 μL eines
Puffers (300 mM Ammoniumacetat, 100 mM CaCl2 und 1 mM ZnSO4, pH=5.7)
hinzugegeben. Bei Plasmiden wurde noch 1 μL (1 U) DNase I (NEB) zugege-
ben. Diese Lösung wurde mit 11 U Nuklease P1 aus Penicillium citrum (Sigma,
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5 μL einer Lösung mit 2.2 U/μL in 30 mM NH4OAc pH=5.0) sowie 0.05 U calf
spleen-Phosphodiesterase versetzt. Die Reaktionsmischung wurde 3 h bei 37 ◦C
inkubiert. Anschließend wurden 12 μL eines zweiten Puffers (500 mM Tris/HCl,
1 mM EDTA, pH=8.0), 10 U alkaline calf intestinal-Phosphatase (1 μL, NEB) sowie
9 U snake venom-Phosphatase hinzugegeben und bei 37 ◦C weitere 3 h inkubiert.
Nach Beendigung der Reaktion wurde HCl (6 μL, 0.1 M) hinzugegeben. Die Lö-
sung wurde 5 min bei 5000 rpm zentrifugiert.

8.9.3. Gele

PAAG-Gele: Es wurden meistens 5 %ige (für 2 kurze Gele: 2 mL Stocklösung,
7 mL Verdünner und 1 mL 10x-TBE vermischen und 5 μL TEMED und 50 μL
APS-Lösung zugeben und sofort verwenden) oder 20 %ige (für 2 kurze Gele:
9 mL Stocklösung und 1 mL 10x-TBE vermischen und 5 μL TEMED und 50 μL
APS-Lösung zugeben und sofort verwenden) verwendet. Für ein langes Gel
wurden die oben angegebenen Mengen vervierfacht. Zur Detektion der DNA
wurden die Gele 15 Minuten in einer Lösung mit SYBR Green (10 μL Stocklö-
sung auf 100 mL 1xTBE).

Agarose-Gele: Für eine 1 %iges Gel wurden 0.5 g Agarose in 50 mL TAE-
Gelpuffer suspendiert und die Lösung in der Mikrowelle (700 W, ca. 35 s) er-
hitzt. Dabei wurde die Lösung alle 5 Sekunden geschwenkt. War die Agarose
vollständig gelöst, wurden nach kurzer Kühlung 8 μL Ethidiumbromid-Lösung
zugegeben und die noch warme Lösung in die Gießform gefüllt. Für DNA-
Stränge unter 1000 Basenpaare Länge wurden 2 % Gele (1 g Agarose auf 50 mL)
verwendet.

8.9.4. Präparation der Plasmide

Die Plasmide mit den Templaten für die PCR wurden in E. coli-Zellen amplifi-
ziert. Die Klone mit den Plasmiden wurden von Carsten Pieck zur Verfügung
gestellt.

Anzucht der Bakterien Zu 50 mL LB Medium (10 g tryptone, 5 g/L yeast ex-
tract, 10 g/L NaCl pH 7.5) wurden 50 μL Antibiotikum Ampicillin (Stocklsg.
100 μg/mL) zugegeben und je 5 mL Medium in Kultur-Röhrchen gefüllt. Da-
nach wurden die Kulturen mit ein paar Zellen aus der tiefgefrorenen Stock-
Lösung angeimpft und bei 37 ◦C geschüttelt (ca. 12 Stunden).
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Herstellen einer Zell-Stocklösung Zu 5 mL der hergestellten Kultur wurde
0.5 mL Glycerol (40 %) zugegeben und bei -80 ◦C aufbewahrt.

Präparation der Plasmide Das verwendete Protokoll ist eine Abwandlung des
QIAprep Spin Miniprep Kit. Dabei wird die DNA mit Ethanol gefällt, anstelle der
spin colums des Kits.

• Kulturen 10 Min. mit 4000 rpm bei 4 ◦C zentrifugieren.
• Überstand abschütten.
• 250 μL P1-Puffer (RNAse, auf Eis) zugeben, Zellen resuspendie-

ren und in 1.5 mL Eppendorf Reaktionsgefäße überführen.
• 250 μL P2 Lyase zugeben. (nicht länger als 4:45 Min), Proben 2x

invertieren.
• 350 μL N3-Puffer zugeben, invertieren.
• 30 Min. 4 ◦C 13200 rpm zentrifugieren.
• Überstand abpipettieren und Bodensatz verwerfen.
• 700 μL Isopropanol zugeben, invertieren.
• 10 Min. 4 ◦C 13200 rpm zentrifugieren.
• Überstand verwerfen. (vorsichtig dekantieren).
• Ca. 200 μL 70 % Ethanol zugeben und das Pellet aufwirbeln.
• 10 Min 4 ◦C 13200 rpm zentrifugieren.
• Ethanol vorsichtig dekantieren und verdunsten lassen. Die DNA

darf nicht völlig austrocknen.
• 40 μL bidest. H2O oder EB-Puffer (10 mM Tris/HCl) zugeben.
• Pellet bei 34 ◦C lösen (400 rpm).
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8.9.5. Primerverlängerung

Strang
P CATGGGCCAAGCTTCTTCGG-Fluo-5’
T1 TCGTCAGTCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’
T2 TCGTAAGTCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’
T3 CACAAAGACATCGTAATGCGGTACCCGGTTCGAAGAAGCC-3’

Tabelle 8.2: Die zur Primerverlängerungen verwendeten Sequenzen (P ist am
5’-Ende mit Fluoreszein markiert). A zeigt die Position des Einbaus eines mo-
difizierten dUTPs.

Zur Durchführung der Primerverlängerung (nach[250]) wurde für eine größe-
re Anzahl von Reaktionen (meistens 10) Primer und Templat im entsprechen-
den Polymerasepuffer hybridisiert und bis zur Reaktion bei 4 ◦C gelagert. Da-
zu wurden pro Reaktion 15 nmol Primer (1.5 μL Stocklösung mit 10 pmol/μL),
18 nmol Templat (1.8 μL Stocklösung mit 10 pmol/μL), 1 μL Puffer (10x) und
5.7 μLWasser zusammengegeben. Die DNA wurde dann mit dem Programm
JG_Hybrid_2h hybridisiert. Die Lösung wurde bis zur Durchführung im Kühl-
schrank aufbewahrt.

Für die Reaktion wurden die Triphosphate (2 μL einer 2 mM Stocklösung al-
ler verwendeten Triphosphate) mit Puffer (1 μL, 10x) und Wasser (7 μL − Volu-
men Polymerase) vermischt. Die Reaktionsgefäße wurden auf 0 ◦C gekühlt und
10 μL der Primer/Templat-Lösung zugegeben. Zu der Lösung wurde 1 U Poly-
merase zugegeben und die Probe sofort bei 72 ◦C inkubiert. Nach 10 Minuten
(in den ersten Versuchen auch länger) wurde die Reaktion durch Zugabe von
2 μL EDTA (0.1 M, pH=7.5) beendet. Zu den Proben wurde 10 μL Auftragspuffer
gegeben und 10 μL auf ein langes PAAG-Gel aufgetragen.

Die Bedingungen entsprechen folgenden endgültigen Konzentration: Primer:
750 nM; Templat: 900 nM; dNTP: 200 μM im Gesamtvolumen von 20 μL.
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8.9.6. PCR-Primer und -Produkte

pDest007
Yeast Pol 

d19

d20

d21

d22

d23

d24
d25

Primer Länge (bp) T dC
d19 d20 294 153 104
d19 d21 551 317 205
d19 d22 934 551 352
d19 d23 1398 837 529
d19 d24 2149 1233 887
d25 d24 325 178 126

d19 5’-TTA ATT GAA TTC GAT TTG GGC CGG ATT TGT TTC
d20 5´-TTT TAT GCT ATC TCT GAT ACC CTT G
d21 5’-TAA GCT GGC CAG CAT TAT CAG
d22 5’-TGA TGC CCT TGT ACG CAA CTG
d23 5’-GGA AGA TGT AAC TTG TTT CTT CTG
d24 5’-GGG TTA TTG TCT CAT GAG CG
d25 5’-AAG CCT ATG CCT ACA GCA TC
d26 5´-GAT TTG GGC CGG ATT TGT TTC
d27 5’-ATT AAG AAT TCT TTT ATG CTA TCT CTG ATA CCC TTG
d28 5’-GGG GAC AAG TTT GTA CAA AAA AGC AGG CTT CAT GCC AGA

GTT ACC AGA AG
d29 5’-GGG GAC CAC TTT GTA CAA GAA AGC TGG GTC TTA TTT TTG

CTG ACA GAA TGG G

Von zwei Primern wurden zwei unterschiedliche Varianten verwendet
(d19:d26 und d27:d20). Die längere (d19 und d27) verlängert das PCR-Produkt
um eine EcoR I-Restriktionsschnittstelle (in der Tabelle unterstrichen). In den
Versuchen wurde vor allem d19 und d20 verwendet. Bei den kurzen PCR-
Produkten machte es keinen Unterschied, welche Primer verwendet wurden.
Bei den langen PCR-Produkten wurde nur mit dem längeren Primer ein Pro-
dukt erhalten.
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8.9.7. PCR-Bedingungen

Stocklösungen Alle Stocklösungen wurde mit autoklaviertem Wasser herge-
stellt und bei -20 ◦C aufbewahrt.

Konzentration
Primer 10 pmol/μL
Templat 200 ng/μL
dNTPs 2 mM

Polymerasen Die Polymerase Pwo wurde von Roche Diagnostics bezogen. De-
ep Vent exo− und Vent exo− wurden von New England Biolabs bezogen, KOD
XL über VWR von Merck Biosciences (Novagen). Die Taq-Polymerase wurde von
Claudia Gräf exprimiert und aufgereinigt.

Polymerase PCR-Puffer (10x)
Taq 100 mM Tris/HCl, 15 mM MgCl2, 500 mM KCl, 1 % Tri-

ton X-100 (pH=9.0)
Pwo 100 mM Tris/HCl, 250 mM KCl, 50 mM (NH4)2SO4,

20 mM MgSO4 (pH=8.85)
Deep Vent exo− 200 mM Tris/HCl, 100 mM KCl, 100 mM (NH4)2SO4,

20 mM MgSO4 1 % Triton X-100 (pH=8.8)
KOD XL 200 mM Tris/HCl, 80 mM MgCl2, 5 mM DTT,

500 μg/mL BSA (pH=7.5)

PCR mit Taq-Polymerase Mit den folgenden Bedingungen wurde die PCR
mit natürlichen Triphosphaten zur Herstellung der DNA für Kontrollexperi-
mente und die Produkte mit Alkinprimern durchgeführt. Dazu wurde für kur-
ze DNA das Programm BACCO PCR und für die DNA >900 das Programm
BACCO 2min verwendet. Für 10 Reaktionen wurde Templat (jeweils 1 μL) in
den Reaktionsgefäßen vorgelegt und 14 μL Wasser zugegeben. Dann wurde der
PCR-Master aus den Primern (2 μL pro Primer), Triphosphaten (20 μL), Puffer
(20 μL,10x, 50 mM KCl, 10 mM Tris/HCl (pH 9.0), 0.1 % Triton X-100, 1.5 mM

MgCl2), Wasser (24 μL) und Polymerase (2.5 μL) gemischt und je 7 μL der Mas-
terlösung auf die Reaktionsgefäße verteilt. Diese Bedingungen entsprechen fol-
genden Konzentrationen in der PCR: dNTPs: 0.18 mM; Primer 0.09 μM. Für Re-
aktionen im größeren Maßstab wurden alle Volumina verdoppelt.
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Standard PCR Mit den folgenden Bedingungen wurde die PCR mit modifi-
zierten Triphosphaten durchgeführt. In den meisten Reaktionen wurden die Tri-
phosphate und das Wasser in den Reaktionsgefäßen vorgelegt. Falls die Zugabe
von DMSO nötig war (bei den längeren PCR-Produkten), wurde es mit einer
Multipette ebenfalls in die Reaktionsgefäße gegeben. Alle anderen Reagenzien
(Templat, Puffer, Primer, SYBR Green, Polymerase) wurden in der Masterlö-
sung gemischt und auf die Reaktionsgefäße verteilt. Die erforderlichen Volu-
mina der PCR wurden über ein Excel-Dokument berechnet, was entsprechend
der Anzahl an Reaktionen die benötigten Mengen berechnete. Die PCR wur-
de mit folgenden Mengen und Konzentrationen durchgeführt: dNTPs: 0.2 mM,
Primer: 0.3 μM, Templat: 400 ng, Polymerase: 1 U, Puffer: 1x, Gesamtvolumen:
25 μL. Zur Herstellung größerer Mengen wurde das Gesamtvolumen verdop-
pelt.

Additive Für die qPCR wurde pro Reaktionsgefäß 1 μL einer Verdünnung der
kommerziell erhältlichen SYBR Green-Lösung (10.000x) zugegeben (1:100 in
Wasser). Bei Triphosphat 22 mit der Polymerase Pwo führte diese Menge an
SYBR Green zur Inhibition der PCR. Daher wurde für diese qPCR die Menge
auf 1/4 herabgesetzt.

PCR-Kombinationen

Triphosphat PCR-Produkt Polymerase Additive Programm
N 300,500 Taq - Bacco PCR

900, 2k Taq - Bacco PCR 2 Min
21,22,49,72 300 Pwo - JGY30057
22 300 KOD - JGY30057
21,49 900 Pwo 4 % DMSO JGY90057
22 900 KOD 4 % DMSO JGY90057
49 2k Pwo 4 % DMSO JGY2k58
66,71 300 Deep Vent exo− JGY30057
73 300 KOD 8 % DMSO TP10300
Die Tabelle gibt die am häufigsten verwendeten Kombinationen von Triphos-

phaten, Programmen und Polymerasen an. Die Protokolle sind im Anhang A.2
angegeben.
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8.9.8. PCR-Produkt mit 300 Basenpaaren

Die folgenden Abbildungen zeigen die einzelnen qPCR-Daten der unterschied-
lichen Polymerase/Triphosphat-Kombinationen.
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Abbildung 8.2: Gele und qPCR-Daten des 300 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit den Alkin-Triphosphaten 21,22 und 49.
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Abbildung 8.3: qPCR-Daten des 300 Basenpaare langen PCR-Produkts mit den
Aldehyd-Triphosphaten 66, 71, 72, und 73.
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Abbildung 8.4: Gele und qPCR-Daten des 900 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit den Triphosphaten 21,22 und 49.
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8.9.10. Aufreinigung der PCR-Produkte

Die meisten PCR-Produkte wurden mit Hilfe des Qiaquick PCR-Cleanup kit von
Qiagen aufgereinigt. Mit dieser Methode lassen sich Primer, Enzyme und Tri-
phosphate abtrennen, aber nicht das PCR-Templat. Wenn dies nötig war, z. B.
für AFM-Proben, wurden die Proben auf eine Agarose-Gel aufgetragen und die
DNA mit dem Qiaquick Gel extraction kit von Qiagen aus den ausgeschnittenen
Banden extrahiert. Nach dieser Behandlung ist die DNA ausreichend sauber
für weitere biochemische Arbeiten, wie z. B. Sequenzierung, aber Rückstän-
de aus der Agarostextraktion mit Hilfe des Kits machten die Anwendung im
AFM unmöglich. Die Verunreinigungen zeigen eine starke Absorption im Be-
reich von 230 nm. Um davon abzutrennen, wurden die Proben über eine Gelfil-
tration (HiLoad 16/60 Superdex 30, 1 mM Tris pH=7.5, Fluss 1 mL/min auf einer
Äkta-MPLC) aufgereinigt. Die DNA kam im Durchbruch der Säule zwischen
40-50 mL. Die Fraktionen wurden vereinigt und auf 1/10 des Volumens einge-
engt.

8.9.11. Sequenzierung

Um die modifizierte DNA zu sequenzieren, wurden je 500 ng des 300 Basen-
paare langen PCR-Produkts aus den Alkin-Triphosphaten 21, 22 und 49 mit ei-
nem Agarosegel gereinigt (Gel extraction kit). Von den erhaltenen 50 μL mit ca.
4-8 ng/μL DNA wurden je 5 μL als Templat in einer PCR eingesetzt (5x je 25 μL
Gesamtvolumen, halbe Primerkonzentration, Programm: JGY30057, natürliche
Triphosphate, Pwo). Die PCR-Produkte wurden erneut mit Agarose gereinigt
(2 spin columns). Man erhielt zwei Lösungen mit je ca. 25 ng/μL an natürlicher
DNA, von denen eine zu GATC (Konstanz) zum Sequenzieren geschickt wurde
(gleiche Primersequenzen, wie für die PCR). Für die Daten siehe Anhang A.3.
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8.9.12. HPLC-MS-MS-Experimente von enzymatisch abgebauten
PCR-Produkten

Nach dem enzymatischen Abbau von PCR-Produkten und Oligonukleotiden
wurden die erhaltenen Lösungen mit HPLC analysiert. Dazu wurde eine Uptis-
phere 3 HDO-Säule (150×2.1 mm) von Interchrome verwendet. Als mobile Phase
wurde entweder 2 mM NEt3/AcOH oder 2 mM NH3/HCOOH (pH 5.0), jeweils
in H2O (Puffer A) und in 80 % Acetonitril (Puffer B), verwendet. Es wurde fol-
gender Gradient verwendet: 0 min: 0 % B, 12 min: 3 % B, 60 min: 40 % B; Fluss-
rate: 0.2 mL/min. Die Säule benötigt zwischen den Proben mindestens 15 Mi-
nuten Regeneration.

Für die verschiedenen Monomere und „Click“-Produkte wurden folgende
Massen gemessen:

Alkin-DNA

Triphosphat FT-ICR MS MS-MS
21 [M+CHO2

−]−ber. für [C12H13N2O7]− : [M]− : 251.1
297.0730 gef. 297.0728
[M+Cl−]−ber. für [C11H12ClN2O5]− :
287.0673 gef. 287.0438

22 [M+CHO2
−]−ber. für [C18H21N2O7]− : [M]− : 331.2

377.1354 gef. 377.1352
49 [M+CHO2

−]−ber. für [C18H22N3O6]− : [M]− : 330.1
376.1514 gef. 376.1512

Aldehyd-DNA

Nach dem enzymatischen Abbau des PCR-Produktes mit Triphosphat 59 nur
Monomer ohne Acetylgruppen nachgewiesen. Es ist nicht sicher, ob die Grup-
pen während der PCR oder während des Abbaus abgespalten werden.

Triphosphat FT-ICR MS MS-MS
72 [M+CHO2

−]−ber. für [C18H23N2O9]− : [M]− : 365.1
411.1409 gef. 411.1407

66 [M+CHO2
−]−ber. für [C25H33N2O13]− : [M]− : 523.2

569.1988 gef. 569.1983
71 [M+CHO2

−]−ber. für [C27H37N2O13]− : [M]− : 551.3
597.2301 gef. 597.2293

59 [M]−ber. für [C20H27N3O11]− :
471.1618 gef. 471.1620
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„Click“-Reaktion an PCR-Produkten

HPLC-MS-MS-Experimente des enzymatischen Abbaus der „Click“-
Reaktionen von PCR-Produkten mit Zuckerazid 44:

PCR-Produkt FT-ICR MS MS-MS
300 bp /21 [M+OAc−]−ber. für [C19H26N5O12]− : [M]− : 455.9

516.1583 gef. 516.1573
[M+Cl−]−ber. für [C17H23ClN5O10]− : [M]− : 456.0
492.1139 gef. 492.1130
[M]−ber. für [C17H22N5O10]− :
456.1372 gef. 456.1365

Edukt 21 [M+Cl−]−ber. für [C11H12ClN2O5]− :
287.0440 gef. 287.0436

300 bp /22 [M+OAc−]−ber. für [C25H34N5O12]− : [M]− : 536.2
596.2209 gef. 596.2197
[M+Cl−]−ber. für [C23H31ClN5O10]− : [M]− : 536.2
572.1765 gef. 572.1754
[M]−ber. für [C23H30N5O10]− :
391.1511 gef. 391.1505

Edukt 22 [M+OAc−]−ber. für [C19H23N2O7]− :
(bei 42 Min.) 595.2369 gef. 595.2357
300 bp /49 [M+OAc−]−ber. für [C25H35N6O11]− :

595.2369 gef. 595.2357
[M+Cl−]−ber. für [C23H32ClN6O9]− : [M]− : 535.0
571.1925 gef. 571.1913
[M]−ber. für [C23H31N6O9]− :
535.2158 gef 535.2148

2000 bp /49 [M+OAc−]−ber. für [C25H35N6O11]− : [M]− : 535.1
595.2369 gef. 595.2356
[M+Cl−]−ber. für [C23H32ClN6O9]− : [M]− : 535.0
571.1925 gef. 571.1912
[M]−ber. für [C23H31N6O9]− :
535.2158 gef. 535.2147

Die Produkte zeigen ein ähnliches MS-MS-MS-Spektrum, welches durch Eli-
minierung des Pyranosylzuckers bis zum terminalen Triazol entsteht (für Tri-
phosphat 49 [M]− : 373.1). Die Abbildung 8.5 zeigt das HPLC-MS-Experiment
eines 2000 Basenpaare langen PCR-Produkts mit 49. Im oberen Teil sind die
HPLC-Chromatogramme bei 260 nm und bei 310 nm zu sehen. Bei 27.6 Minu-
ten wurde das Reaktionsprodukt, bei 23.5 Minuten das Oxidationsprodukt de-
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tektiert. Im unteren Bereich sind die jeweiligen MS-Experimente für das Reak-
tionsprodukt (links), bzw. Oxidationsprodukt (rechts) zu sehen. Im Diagramm
ist immer das Signal markiert, dessen MS-MS-Spur darunter abgebildet ist. Das
Oxidationsprodukt weist genau das um 16 verschobene MS-MS-Spektrum auf.
In dem drittletzten Spektrum war die MS-MS-Spur nur von dem Signal bei
461.2 aufgenommen worden.
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Abbildung 8.5: HPLC-MS-MS-Experiment eines 2000 Basenpaare langen PCR-
Produkts mit 49. Genauere Beschreibung siehe Text.
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8.9.13. Restriktion der PCR-Produkte

Die Reaktionen wurden in einem Gesamtvolumen von 20 μL durchgeführt.
200 ng DNA wurden mit 10 Units Bgl II oder Tsp509 I, bzw. 15 Units Bcl I, (alle
New England Biolabs) in NEB-Puffer 3 (50 mM Tris/HCl; 100 mM NaCl; 10 mM
MgCl2 1 mM Dithiothreitol, pH=7.9) bei der optimalen Temperatur (Bgl II: 37
◦C; Bcl I: 50 ◦C; Tsp509 I: 65 ◦C) für eine Stunde inkubiert. Die Reaktionen wur-
den mit dem Qiaquick PCR reaction cleanup kit (Qiagen) aufgereinigt und auf 5 %
PAAG analysiert.

Enzym Sequenz Schnittposition Fragmente
Bgl II 5’-A’GATC T 217 77, 217

3’-T CTAG’A

Bcl I 5’-T’GATC A 222 72,222
3’-A CTAG’T

Tsp509I 5’-’AATT 3,8,139 131, 155
3’- TTAA’

8.9.14. Inkorporation der Alkine in Zellen

Für die Untersuchung wurden E.coli Top 10 mit dem Vektor pTOPOSD verwen-
det. Der Assay wurde entsprechend der Vorschrift von Pérez-Bello et al. durch-
geführt.[174]

Von einer 5 mL Übernachtkultur der Zellen wurde 1 mL zu 50 mL M9-
Minimalmedium (mit 50 μL Carbencillin) gegeben und bis zu einem OD von
0.4 bei 37 ◦C inkubiert (ca. 3 Stunden). Dann wurden 8.5 mg Chloramphenicol
und 10 mg freies Nukleosid zugegeben. Die Kulturen wurden über Nacht inku-
biert und die Plasmide nach der Standardprozedur aufgereinigt. Die Plasmide
wurden durch Agarose aufgereinigt und enzymatisch abgebaut.
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A.1. Syntheseprotokolle für modifizierte
Oligonukleotide

A.1.1. Protokoll „Glenn_110804_long“

/* ------------------------------------------------------------------------ */
/* Function Mode Amount Time(sec) Description */
/* /Arg1 /Arg2 */
/* ------------------------------------------------------------------------ */
$Deblocking
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 1 0 "Event out ON"
0 /*Default */ WAIT 0 1.5 "Wait"

141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 1 1 "START data collection"
16 /*Dblk */ PULSE 10 0 "Dblk to column"
16 /*Dblk */ PULSE 50 148 "Deblock"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 0 1 "STOP data collection"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 2 0 "Event out OFF"
$Coupling

1 /*Wsh */ PULSE 5 0 "Flush system with Wsh"
2 /*Act */ PULSE 5 0 "Flush system with Act"
23 /*6 + Act */ PULSE 4 0 "Monomer + Act to column"
4 /*6 */ PULSE 1 60 "Monomer to column"
2 /*Act */ PULSE 4 178 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 7 284 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 8 0 "Flush system with Wsh"
1 /*Wsh */ PULSE 5 0 "Flush system with Wsh"
2 /*Act */ PULSE 5 0 "Flush system with Act"
23 /*6 + Act */ PULSE 4 0 "Monomer + Act to column"
4 /*6 */ PULSE 1 60 "Monomer to column"
2 /*Act */ PULSE 4 178 "Couple monomer2"
1 /*Wsh */ PULSE 7 284 "Couple monomer2"
1 /*Wsh */ PULSE 8 0 "Flush system with Wsh"

$Capping
12 /*Wsh A */ PULSE 20 0 "Flush system with Wsh A"
13 /*Caps */ PULSE 8 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 6 30 "Cap"
12 /*Wsh A */ PULSE 14 0 "Flush system with Wsh A"

$Oxidizing
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15 /*Ox */ PULSE 15 60 "Ox to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 15 0 "Flush system with Wsh A"

$Capping
13 /*Caps */ PULSE 7 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 30 0 "End of cycle wash"

Für Kupplungen an Port 7 wurde ein entsprechend angepaßtes Protokoll ver-
wendet.

Protokoll für A und T mit verlängerter Kupplungszeit

/* ------------------------------------------------------------------------ */
/* Function Mode Amount Time(sec) Description */
/* /Arg1 /Arg2 */
/* ------------------------------------------------------------------------ */
$Deblocking
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 1 0 "Event out ON"
0 /*Default */ WAIT 0 1.5 "Wait"

141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 1 1 "START data collection"
16 /*Dblk */ PULSE 10 0 "Dblk to column"
16 /*Dblk */ PULSE 50 100 "Deblock"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 0 1 "STOP data collection"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 2 0 "Event out OFF"
$Coupling

1 /*Wsh */ PULSE 5 0 "Flush system with Wsh"
2 /*Act */ PULSE 5 0 "Flush system with Act"
18 /*A + Act */ PULSE 5 0 "Monomer + Act to column"
18 /*A + Act */ PULSE 2 68 "Couple monomer"
2 /*Act */ PULSE 3 96 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 7 168 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 8 0 "Flush system with Wsh"

$Capping
12 /*Wsh A */ PULSE 20 0 "Flush system with Wsh A"
13 /*Caps */ PULSE 8 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 6 15 "Cap"
12 /*Wsh A */ PULSE 14 0 "Flush system with Wsh A"

$Oxidizing
15 /*Ox */ PULSE 12 0 "Ox to column"
15 /*Ox */ PULSE 3 30 "Ox to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 15 0 "Flush system with Wsh A"

$Capping
13 /*Caps */ PULSE 7 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 30 0 "End of cycle was

Das Protokoll für T war analog.
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A.1. Syntheseprotokolle für modifizierte Oligonukleotide

Protokoll für C und G mit verlängerter Kupplungszeit

/* ----------------------------------------------------------------------- */
/* Function Mode Amount Time(sec) Description */
/* /Arg1 /Arg2 */
/* ----------------------------------------------------------------------- */
$Deblocking
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 1 0 "Event out ON"
0 /*Default */ WAIT 0 1.5 "Wait"

141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 1 1 "START data collection"
16 /*Dblk */ PULSE 10 0 "Dblk to column"
16 /*Dblk */ PULSE 50 100 "Deblock"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
141 /*Trityl Mon. On/Off */ NA 0 1 "STOP data collection"
38 /*Diverted Wsh A */ PULSE 40 0 "Flush system with Wsh A"
144 /*Index Fract. Coll. */ NA 2 0 "Event out OFF"
$Coupling

1 /*Wsh */ PULSE 5 0 "Flush system with Wsh"
2 /*Act */ PULSE 5 0 "Flush system with Act"
19 /*C + Act */ PULSE 5 0 "Monomer + Act to column"
19 /*C + Act */ PULSE 2 68 "Couple monomer"
2 /*Act */ PULSE 3 96 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 7 168 "Couple monomer"
1 /*Wsh */ PULSE 8 0 "Flush system with Wsh"

$Capping
12 /*Wsh A */ PULSE 20 0 "Flush system with Wsh A"
13 /*Caps */ PULSE 8 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 6 15 "Cap"
12 /*Wsh A */ PULSE 14 0 "Flush system with Wsh A"

$Oxidizing
15 /*Ox */ PULSE 12 0 "Ox to column"
15 /*Ox */ PULSE 3 30 "Ox to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 15 0 "Flush system with Wsh A"

$Capping
13 /*Caps */ PULSE 7 0 "Caps to column"
12 /*Wsh A */ PULSE 30 0 "End of cycle wash"

Das Protokoll für G war analog.
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A.2. PCR-Programme

Die PCR-Programme wurden so wie angegeben in die Cycler eingegeben. Auf-
grund von Unterschieden in der Interpretation der Zyklenanzahl führte der
Mastercycler personal einen PCR-Zyklus mehr aus.

JG_Hybrid_2h

Control device : Tube
Lid 105 ◦C, no Wait
95 ◦C, 4:00 min, Ramp 3 ◦C/s

70x 95 ◦C, 0:30 min, Ramp 1 ◦C/s, TempInc -1.3 ◦C
Hold 4 ◦C

Bacco PCR

Control device : Tube
Lid 105 ◦C, no Wait
96.0 ◦C, 1:30 min, Ramp 3 ◦C/s

29x
94.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
58.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -0.3 ◦C
72.0 ◦C, 1:00 min, Ramp 3 ◦C/s

24x
96.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
55.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 1:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C

Bacco PCR 2min

Control device : Tube
Lid 105 ◦C, no Wait
96.0 ◦C, 1:30 min, Ramp 3 ◦C/s

29x
94.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
58.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -0.3 ◦C
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s

24x
96.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
55.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C
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JGY30057

Control device : Tube
Lid 107 ◦C, no Wait
95.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s

9x
95.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
58.0 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -1.0 ◦C
72.0 ◦C, 0:45 min, Ramp 3 ◦C/s

30x
95.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
57.0 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 0:45 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C

JGY90057

Control device : Tube
Lid 107 ◦C, no Wait
95.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s

9x
99.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
58.0 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -1.0 ◦C
72.0 ◦C, 1:30 min, Ramp 3 ◦C/s

30x
99.0 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s
57.0 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 1:30 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C

TP10300

Control device : Tube
Lid 105 ◦C, no Wait
96.0 ◦C, 1:30 min, Ramp 3 ◦C/s

29x
94.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
57.6 ◦C, 0:15 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -0.3 ◦C
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s

24x
96.0 ◦C, 0:10 min, Ramp 3 ◦C/s
55.6 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C
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JGY2k58

Control device : Tube
Lid 107 ◦C, no Wait
99.0 ◦C, 2:00 min, Ramp 3 ◦C/s

9x
99.0 ◦C, 0:45 min, Ramp 3 ◦C/s
58.0 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s, TempInc -1.0 ◦C
72.0 ◦C, 5:00 min, Ramp 3 ◦C/s

30x
99.0 ◦C, 0:45 min, Ramp 3 ◦C/s
59.3 ◦C, 0:30 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 5:00 min, Ramp 3 ◦C/s
72.0 ◦C, 10:00 min, Ramp 3 ◦C/s
Hold 4 ◦C
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A.3. Daten der DNA-Sequenzierung

A.3. Daten der DNA-Sequenzierung

Sequenzierung von 21

300bp_fragment_281.seq(1>305)

GATC2-Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(51>168)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

GATC2-Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(51>168)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:23 Page 1
Project: y237_a3_tp3.sqd Contig 1

10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110

TTAATTGAATTCgaTTTGGGCCGGATTTGTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGA
                                                                         

TTAATTGAATTCgatttgggccggatttgtttcaatatgctaatgtttgataatgagtacgagcttacaggcgacttgaaactgaaagatgcattaagcaatattcgtga

TTTGGGCCGGATTTGTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGA

GTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGA

GATC1-Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(51>156)

GTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGA

Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(47>151)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:23 Page 2
Project: y237_a3_tp3.sqd Contig 1

120 130 140 150 160 170 180 190 200 210 220

GGCTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGCagagatc
                                                                         

ggcttttatagggggcaactatgatataaattcccatctacctcttatacccgaaaagataaagtctctgaagtttgaaggcgatgttttcaatccagagggcagagatc

GGCTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC

GGCTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCNAGAGGGC

GATC1-Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(51>156)

GGCTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC

Y237A3-GATC-Y3003PR-82238.ab1(47>151)

230 240 250 260 270 280 290 300

tgatcacagattgggacgatgtaatacttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatagcataaaaGAATTCTTAAT
                                                        

tgatcacagattgggacgatgtaatacttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatagcataaaaGAATTCTTAAT
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Sequenzierung von 22

Y237B6-GATC-Y3005PR-82237.ab1(42>191)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Y237B6-GATC-Y3003PR-82238.ab1(46>183)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Y237B6-GATC-Y3003PR-82238.ab1(46>183)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:27 Page 1
Project: y237_b6_tp6.sqd Contig 1

10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110

TTAATTGAATTCGATTTGGGCCGGATTTGTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGGCTTTT
                                                                             

TTAATTGAATTCgatttgggccggatttgtttcaatatgctaatgtttgataatgagtacgagcttacaggcgacttgaaactgaaagatgcattaagcaatattcgtgaggctttt

TAATTGAATTCGATTTGGGCCGGATTTGTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGGCTTTT
TAATTGAATTCGATTTGGGCCGGATTTGTTTCAATATGCTAATGTTTGATAATGAGTACGAGCTTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGGCTTTT 50, nbadelimit(31>228)

TTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGGCTTTT

Y237B6-GATC-Y3005PR-82237.ab1(42>191)

tnAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGGCTTTT 50, nbadelimit(1>218)

120 130 140 150 160 170 180 190 200 210 220 230

ATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCACAGATTG
                                                                c            

atagggggcaactatgatataaattcccatctacctcttatacccgaaaagataaagtctctgaagtttgaaggcgatgttttcaatccagagggc-agagatctgatcacagattg

ATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGCCAGAGAT
ATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTnn 50, nbadelimit(31>228)

ATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGANGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCNCNGATTG

Y237B6-GATC-Y3005PR-82237.ab1(42>191)

ATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCACAGATTG 50, nbadelimit(1>218)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:27 Page 2
Project: y237_b6_tp6.sqd Contig 1

240 250 260 270 280 290 300

GGACRATGTAATACTTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAGCATAAAARAATTCTTAAT
                                               

ggacgatgtaatacttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatagcataaaaGAATTCTTAAT

GGACNATGTAATACTTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAGCATAAAAA
GGAcaaTGTAATACTTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAGCATAAAA 50, nbadelimit(1>218)
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Sequenzierung von 49

Y225A-GATC-Y3005PR-82237.ab1(2>247)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Y225A-GATC-Y3003PR-82238.seq(1>452)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Y225A-GATC-Y3003PR-82238.seq(1>452)
300bp_fragment_281.seq(1>305)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:32 Page 1
Project: y225A_tp9.sqd Contig 1

10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110

TAATTGAATTCGATTTGG-GCCGGATTT---GT-TTCAATATGCTAATGTTTGA-TAATGAGTACGAGC-TTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGG
                                                                               

TAATTGAATTCgatttgg-gccggattt---gt-ttcaatatgctaatgtttga-taatgagtacgagc-ttacaggcgacttgaaactgaaagatgcattaagcaatattcgtgagg
TAATTGAATTCGATTTGG-GCCGGATTT---GT-TTCAATATGCTAATGTTTGA-TAATGAGTACGAGC-TTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGG

ATTGAATTCGATTTGG-GCCGGATTT---GT-TTCAATATGCTAATGTTTGA-TAATGAGTACGAGC-TTACAGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGAGG

Y225A-GATC-Y3003PR-82238.ab1(38>260)

GGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTGNGG

Y225A-GATC-Y3005PR-82237.ab1(2>247)

120 130 140 150 160 170 180 190 200 210 220 230

CTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGG-CGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCACA
                                                                               

cttttatagggggcaactatgatataaattcccatctacctcttatacccgaaaagataaagtctctgaagtttgaagg-cgatgttttcaatccagagggc-agagatctgatcaca
CTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGG-CGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGAtca

CTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGCCAGAGATCTGAT

Y225A-GATC-Y3003PR-82238.ab1(38>260)

CTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGG-CGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCACA

Y225A-GATC-Y3005PR-82237.ab1(2>247)

CTTTTATAGGGGGCAACTATGATATAAATTCCCATCTACCTCTTATACCCGAAAAGATAAAGTCTCTGAAGTTTGAAGG-CGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-AGAGATCTGATCACAY225A-GATC-Y3005PR-82237.seq(1>451)

Dienstag, 24. Oktober 2006 15:32 Page 2
Project: y225A_tp9.sqd Contig 1

240 250 260 270 280 290 300 310

GATTGGGACGATGTAATAC-TTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAG-CA-TAAAAGA-ATTCTTAAT
                                                       

gattgggacgatgtaatac-ttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatag-ca-taaaaGA-ATTCTTAAT

GATTGGGACGATGTAATAC-TTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAG-CA-TAAAA
GATTGGGACGATGTAATAC-TTGCACTAGGATCTCAGGTATGCAAGGGTATCAGAGATAG-CA-TAAAAY225A-GATC-Y3005PR-82237.seq(1>451)
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Sequenzierung von 72

Dienstag, 6. Februar 2007 14:46 Page 1
Project: y237_c7_tp7.sqd Contig 1

10 20 30 40 50 60 70 80 90 100 110

TTAATTGAATTCgatttgggccggatttgtttcaatatgctaatgtttgataatgagtacgagcttacaGGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGKTG

TTAATTGAATTCgatttgggccggatttgtttcaatatgctaatgtttgataatgagtacgagcttacaggcgacttgaaactgaaagatgcattaagcaatattcg-tg300bp_fragment_281.seq(1>305)

GGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTTG

GATC3-Y237C7-GATC-Y3005PR-82237.ab1(24>167)

GGCGACTTGAAACTGAAAGATGCATTAAGCAATATTCGTG

GATC2-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(27>151)

ATATTCGTG

GATC1-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(24>148)

120 130 140 150 160 170 180 190 200 210 220

AGGCTTTTATAGGGGGCAA-CTATGATATAAATTCCCATCT-ACCTC-TTATACCCGAAAAGATAAAG-TCTCT-GAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-

aggcttttatagggggcaa-ctatgatataaattcccatct-acctc-ttatacccgaaaagataaag-tctct-gaagtttgaaggcgatgttttcaatccagagggc-300bp_fragment_281.seq(1>305)

AGGCTTTTATAGGGGGCAA-CTATGATATAAATTCCCATCTTACCTCNTTATACCCGAAANGANAAAGATCTCTTGNGGTATGGAG-CGGCA

GATC3-Y237C7-GATC-Y3005PR-82237.ab1(24>167)

AGGCTTTTATAGGGGGCAA-CTATGATATAAATTCCCATCT-ACCTC-TTATACCCGAAAAGATAAAG-TCTCT-GAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGCC

GATC2-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(27>151)

AGGCTTTTATAGGGGGCAA-CTATGATATAAATTCCCATCT-ACCTC-TTATACCCGAAAAGATAAAG-TCTCT-GAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-

GATC1-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(24>148)

Dienstag, 6. Februar 2007 14:46 Page 2
Project: y237_c7_tp7.sqd Contig 1

120 130 140 150 160 170 180 190 200 210 220

AGGCTTTTATAGGGGGCAA-CTATGATATAAATTCCCATCT-ACCTC-TTATACCCGAAAAGATAAAG-TCTCT-GAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGC-

GGCAACCTATGATATAAATTCCCATCT-ACCTC-TTATACCCGAAAAGATAAAG-TCTCT-GAAGTTTGAAGGCGATGTTTTCAATCCAGAGGGCC

GATC3-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(35>141)

230 240 250 260 270 280 290 300 310

AGAGATTCTGATCACAGATTGGgAcgatgtaatacttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatagcataaaaGAATTCTTAAT

agaga-tctgatcacagattgggacgatgtaatacttgcactaggatctcaggtatgcaagggtatcagagatagcataaaaGAATTCTTAAT300bp_fragment_281.seq(1>305)

AGAGATTCTGATCACAGAT

GATC2-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(27>151)

AGAGATTCTGATCACAGATTGG-A

GATC1-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(24>148)

AGAGATTCTGATCAC

GATC3-Y237C7-GATC-Y3003PR-82238.ab1(35>141)
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B. Nummerierung der Verbindungen

B.1. Kleine Moleküle

1 Tris-(1-benzyl-1H-[1,2,3]triazol-4-
ylmethyl)-amin

2 Bipyyridin-Ligand
3 Pybox-Ligand
4 N,N’-bis(2,4,6-trimethylphenyl)-

4,5-dihydro-imidazol-2-yliden
5 5-Iod-5’,3’-O-tert-butyldimethyl-

silyl-2’-desoxyuridin
6 5-(2-Trimethylsilylethinyl)-5’,3’-O-

tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxy-
uridin

7 5-(5-Hydroxy-pent-1-inyl)-5’,3’-O-
tert-butyldimethylsilyl-2’-desoxy-
uridin

8 5-(8-Trimethylsilylokta-1,7-diinyl)-
5’,3’-O-tert-butyldimethylsilyl-2’-
desoxyuridin

9 5-Ethinyl-2’-desoxyuridin
10 5-(Hexa-1,5-diinyl)-2’-desoxyuri-

din
11 5-(Hexa-1-inyl)-2’-desoxyuridin
12 5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxyuri-

din
13 5-(5-Azidohexa-1-inyl)-2’-desoxy-

uridin
14 5-Iod-2’-desoxyuridin
15 5-Ethinyl-5’-O-(4,4’-

dimethoxytrityl-)-3’-O-(2-
cyanoethoxy-diisopropylamino-
phosphino)-2’-desoxyuridin

16 5-(5-Oxo-pent-1-inyl)-5’,3’-O-tert-
butyldimethylsilyl-2’-desoxyuri-
din

17 1-Diazo-2-oxo-propyl-
phosphonsäurediethylester

18 5-(Hexa-1,5-diinyl)-5’,3’-O-tert-
butyldimethylsilyl-2’-desoxyuri-
din

19 1-Trimethylsilyl-1,7-oktadiin
20 5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-(4,4’-

dimethoxytrityl-)-3’-O-(2-
cyanoethoxy-diisopropylamino-
phosphino)-2’-desoxyuridin

21 5-Ethinyl-2’-desoxyuri-
dintriphosphat

22 5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-
triphosphat-2’-desoxyuridin

23 5-(Hexa-1,5-diinyl)-5’-O-
triphosphat-2’-desoxyuridin

24 5-(Hexa-1-inyl)-5’-O-triphosphat-
2’-desoxyuridin

25 5-(5-Azidohexa-1-inyl)-5’-O-
triphosphat-2’-desoxyuridin

26 7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-2’-
desoxyguanosin

27 7-Desaza-7-iod-5’,3’-O-p-toluoyl-
2’desoxyguanosin

28 4-Chloro-2-methylsulfanyl-7H-
pyrrolo[2,3-d]pyrimidin

29 1-α/β-Chlor-2-desoxy-3,5-O-p-
toluoyl-D-ribofuranose

30 2-Mercapto-7H-pyrrolo[2,3-
d]pyrimidin-4-ol
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B. Nummerierung der Verbindungen

31 6-Amino-5-(2,2-diethoxyethyl)-2-
mercapto-pyrimidin-4-ol

32 Ethyl-2,2-diethoxyethylcyano-
acetat

33 Cyanoessigsäureethylester
34 Bromacetaldehyddiethylacetal
35 2-Methylsulfanyl-7H-pyrrolo[2,3-

d]pyrimidin-4-ol
36 2-Methylsulfanyl-4-chloro-7-

desaza-5’,3’-O-p-toluoyl-
2’desoxyguanosin

37 2-Methylsulfanyl-4-chloro-7-
desaza-7-iod-5’,3’-O-p-toluoyl-
2’desoxyguanosin

38 2-Methylsulfanyl-7-desaza-7-iod-
5’,3’-O-p-toluoyl-
2’desoxyguanosin

39 Benzylazid
40 Biotinazid
41 3-(4-Azidomethyl-phenyl)-3-

trifluoromethyl-3H-diazirin
42 N-[4-(3-Azido-propyl)-2-

(ethoxyoxalyl-amino)-phenyl]-
oxalsäureethylester

43 4-Azidomethylbenzaldehyd
44 6-O-Azido-D-galaktopyranose
45 Fluoreszeinazid
46 3-Azido-7-hydroxy-chromen-2-on
47 Cy3-Azid
48 6-Azidomethyl-1-ethyl-2-[3-(1-

ethyl-1H-quinolin-2-ylidene)-
propenyl]-quinolinium

49 5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-
triphosphat-2’-desoxycytidin

50 5-(Okta-1,7-diinyl)-2’-desoxycyti-
din

51 5-((2-Cyanoethoxy)-diisopropyl-
amino-phosphonoxy)-pent-1-in

52 S-5-Trimethylsilyl-1-O-(4,4’-
dimethoxytrityl)-pent-4-in-2-O-
phosphoramidit

53 S-1-O-(4,4’-dimethoxytrityl)-pent-
4-in-2-O-phosphoramidit

54 S-1-O-(4,4’-dimethoxytrityl)-
undeca-4,10-diin-2-O-
phosphoramidit;

55 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenyl-
ethinyl)-2’-desoxyuridin

56 5-(6-[1,3]Dioxan-2-yl-hex-1-inyl)2’-
desoxyuridin

57 5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-
O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-
inyl)-2’-desoxyuridin

58 5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-
O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-
inyl)-2’-desoxyuridin

59 5-(5-(1,2,3,4-O-tetraacetyl-6-O-α-D-
galactopyranosyl)-pent-1-inyl)-2’-
desoxyuridin

60 2-(4-Ethinyl-phenyl)-[1,3]dioxan
61 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenyl-

ethinyl)-5’,3’-O-tert-
butyldimethylsilyl-2’-desoxy-
uridin

62 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenyl-
ethinyl)-5’-O-(4,4’-
dimethoxytrityl)-3’-O-(2-
cyanoethoxy-diisopropylamino-
phosphino)-2’-desoxyuridin

63 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenyl-
ethinyl)-5’-O-triphosphat-2’-des-
oxyuridin

64 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-
(prop-2-inyl)-α-D-galaktopyranose

65 5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-
O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-
inyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethyl-
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B.1. Kleine Moleküle

silyl-2’-desoxyuridin
66 5-(3-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-

O-α-D-galactopyranosyl)-prop-1-
inyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxy-
uridin

67 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-α-D-
galactopyranose

68 Methanesulfonsäure-pent-4-
ynylester

69 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-
(pent-4-inyl)-α-D-galactopyranose

70 5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-
O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-
inyl)-5’,3’-O-tert-butyldimethyl-
silyl-2’-desoxyuridin

71 5-(5-(1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-
O-α-D-galactopyranosyl)-pent-1-
inyl)-5’-O-triphosphat-2’-desoxy-
uridin

72 5-(6-[1,3]Dioxan-2-yl-hex-1-inyl)-
5’-O-triphosphat-2’-desoxyuridin

73 5-(5-(1,2,3,4-O-tetraacetyl-6-O-α-D-
galactopyranosyl)-pent-1-inyl)-5’-
O-triphosphat-2’-desoxyuridin

74 2-Chloro-5,6-benzo-l,3,2-
dioxaphosphorin-4-on

75 5-Ethinyl-5’-(4,4’-dimethoxytrityl)-
2’-desoxyuridin

76 5-Ethinyl-3’-O-acetyl-2’-desoxyuri-
din

77 5-(Okta-1,7-diinyl)-5’-O-(4,4’-
dimethoxytrityl-)-2’-desoxyuridin

78 2-Methylsulfonyl-7-desaza-7-iod-
5’,3’-p-toluoyl-2’desoxyguanosin

79 7-Desaza-7-(okta-1,7-diinyl)-5’,3’-
p-toluoyl-2’desoxyguanosin

80 4-Bromomethyl-benzaldehyd
81 5-(4-[1,3]Dioxan-2-yl-phenyl-

ethinyl)-5’-O-(4,4’-

dimethoxytrityl)-2’-desoxyuridin
82 1-α/β-O-Methyl-2-desoxy-3,5-p-

toluoyl-D-ribofuranose
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B. Nummerierung der Verbindungen

B.2. Oligonukleotide

d1 5’-GCG CTG TXC ATT CGC G
d2 5’-GCG CTG XXC ATT CGC G
d3 5’-GCG CXG TXC AXT CGC G
d4 5’-GCG CXX XXX XGT CGC G
d5 5’-GCG CTG TXC ATT CGC G
d6 5’-GCG CTG XXC ATT CGC G
d7 5’-GCG CXG TXC AXT CGC G
d8 5’-GCG CXX XXX XGT CGC G
d9 5’-TTA ATT GAA TTC GAT TXG GGC CGG AXT TGT TTC

d10 5’-GCA GGC XTC AXG CCA GAA TTA CCA GAA G
d11 5’-XGG AAT TAA G
d12 5’-XTT AAT TGA ATT CGA TTT GGG CCG GAT TTG TTT C
d13 5’-XGC GCT GTT CAT TCG CG
d14 5’-XGC GCT GTT CAT TCG CG-Fluo
d15 5’-TTT TTT XTT TTT
d16 5’-TTT TTT XXT TTT T
d17 5’-GCC GAX GCG C
d18 5’-GCG XAT AXA TAX TCG C
d19 5’-TTA ATT GAA TTC GAT TTG GGC CGG ATT TGT TTC
d20 5´-TTT TAT GCT ATC TCT GAT ACC CTT G
d21 5’-TAA GCT GGC CAG CAT TAT CAG
d22 5’-TGA TGC CCT TGT ACG CAA CTG
d23 5’-GGA AGA TGT AAC TTG TTT CTT CTG
d24 5’-GGG TTA TTG TCT CAT GAG CG
d25 5’-5’-AAG CCT ATG CCT ACA GCA TC
d26 5´-GAT TTG GGC CGG ATT TGT TTC
d27 5’-ATT AAG AAT TCT TTT ATG CTA TCT CTG ATA CCC TTG
d28 5’-GGG GAC AAG TTT GTA CAA AAA AGC AGG CTT CAT GCC AGA

GTT ACC AGA AG
d29 5’-GGG GAC CAC TTT GTA CAA GAA AGC TGG GTC TTA TTT TTG

CTG ACA GAA TGG G
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Abkürzungsverzeichnis

δ . . . . . . . . . . . . . . NMR: chemische Verschiebung
ν̃ . . . . . . . . . . . . . . IR: Wellenzahl
A . . . . . . . . . . . . . Adenin, DNA: 2’-Desoxyadenosin
Ac . . . . . . . . . . . . Acetyl, Acetat
APT . . . . . . . . . . Attached Proton Test
ber. . . . . . . . . . . . berechnet
br . . . . . . . . . . . . . NMR, IR: breites Signal
BSA . . . . . . . . . . chem. N,O-Bistrimethylsilylacetamid; biol. bovine serum albumin
C . . . . . . . . . . . . . Cytosin, DNA: 2’-Desoxycytidin
CD . . . . . . . . . . . circular dichroism, Zirkulardichroismus
COSY . . . . . . . . . Correlation Spectroscopy
CPG . . . . . . . . . . controlled pore glass, Glasgranulat mit def. Porengröße
dATP . . . . . . . . . 2’-Desoxyadnenosintriphosphat
DC . . . . . . . . . . . Dünnschichtchromatogramm, Dünnschichtchromatographie
DCM . . . . . . . . . Dichlormethan
dCTP . . . . . . . . . 2’-Desoxycytidintriphosphat
d . . . . . . . . . . . . . NMR: Dublett
dest. . . . . . . . . . . destilliert
dGTP . . . . . . . . . 2’-Desoxyguanosintriphosphat
DIEA . . . . . . . . . Diisopropylethylamin, auch Hünig-Base
DMAP . . . . . . . . N,N-4-Dimethylaminopyridin
DMF . . . . . . . . . . Dimethylformamid
DMSO-d6 . . . . . Hexadeuterodimethylsulfoxid
DMTCl . . . . . . . 4,4’-Dimethoxytritylchlorid
DMT . . . . . . . . . 4,4’-Dimethoxytrityl
DNA . . . . . . . . . deoxyribonucleic acid, Desoxyribonukleinsäure
dNTP . . . . . . . . . 2’-Desoxynukleotidtriphosphat
DQF-COSY . . . Double-Quantum Filtered COSY
EDTA . . . . . . . . . Ethylendiamintetraessigsäure
EI . . . . . . . . . . . . . Electron Impact Ionisation
eq . . . . . . . . . . . . Äquivalente
ESI . . . . . . . . . . . Electron Spray Ionisation, Elektronensprayionisation
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Abkürzungsverzeichnis

et al. . . . . . . . . . . et alii, und andere
Et . . . . . . . . . . . . . Ethyl
EtOAc . . . . . . . . Essigsäureethylester
FAB . . . . . . . . . . . Fast Atom Bombardment
FTIR . . . . . . . . . . Fourier-Transform IR
gef. . . . . . . . . . . . gefunden
ges. . . . . . . . . . . . gesättigt
G . . . . . . . . . . . . . Guanin, DNA: 2’-Dessoyguanosin
H . . . . . . . . . . . . . NMR: Proton
h . . . . . . . . . . . . . Stunde(n)
HMBC . . . . . . . . Heteronuclear Multi-Bond Connectivity
HMQC . . . . . . . Heteronuclear Multiple-Quantum Coherence
HPLC . . . . . . . . . high pressure liquid chromatography Hochdruckchromatogra-

phie
HPLC-MS/MS MS eines mit HPLC und MS isolierten Ions
HRMS . . . . . . . . High Resolution Mass Spectrometry, Hochauflösende MS
HSQC . . . . . . . . Heteronuclear Single Quantum Coherence
HV . . . . . . . . . . . „Hochvakuum“, 10-2–10-3 mbar
iPr . . . . . . . . . . . . iso-Propyl
IR . . . . . . . . . . . . Infrarot, Infrarotspektroskopie
J . . . . . . . . . . . . . . NMR: Kopplungskonstante
Konf. . . . . . . . . . Konformation, Konfiguration
konz. . . . . . . . . . konzentriert
Lsg. . . . . . . . . . . . Lösung
M . . . . . . . . . . . . . Molar, mol/L
M . . . . . . . . . . . . . MS: Molekülion
m . . . . . . . . . . . . . IR: mittel (middle), MS: Molekülmasse
MALDI . . . . . . . Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation
mCPBA . . . . . . . meta-Chlorperbenzoesäure
Me . . . . . . . . . . . . Methyl
MeOTMS . . . . . Methoxy(trimethyl)silan
m . . . . . . . . . . . . . NMR: Multiplett
MS . . . . . . . . . . . Massenspektrometrie
MS/MS . . . . . . . MS eines mit MS isolierten Ions
nBu . . . . . . . . . . . n-Butyl
NMR . . . . . . . . . nuclear magnetic resonance (Kernresonanz)
p-Tol . . . . . . . . . . para-Toluoyl
p. a. . . . . . . . . . . . pro analysi, zur Analyse
Pac . . . . . . . . . . . Phenoxyacetyl
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Abkürzungsverzeichnis

PCR . . . . . . . . . . Polymerase Kettenreaktion, auch polymerase chain reaction
Ph . . . . . . . . . . . . Phenyl
PNA . . . . . . . . . . peptide nucleic acid
Pol . . . . . . . . . . . Polymerase
ppm . . . . . . . . . . parts per million
Pr . . . . . . . . . . . . Propyl
psi . . . . . . . . . . . . pounds per square inch, 1 psi≈ 6895 Pa
q . . . . . . . . . . . . . NMR: Quartett
quant. . . . . . . . . quantitativ
quint. . . . . . . . . . NMR: Quintett
Rf . . . . . . . . . . . . ratio of fronts, Retentionsfaktor
rpm . . . . . . . . . . Umdrehungen pro Minute
RT . . . . . . . . . . . . Raumtemperatur
s . . . . . . . . . . . . . . IR: stark (strong)
SAM . . . . . . . . . . S-Adenosylmethionin
Smp. . . . . . . . . . . Schmelzpunkt
s . . . . . . . . . . . . . . Sekunde(n), NMR: Singulett
ss . . . . . . . . . . . . . IR: sehr stark
T . . . . . . . . . . . . . Temperatur
TBAF . . . . . . . . . Tetrabutylammoniumfluorid
TBDMSCl . . . . . tert-Butyldimethylsilylchlorid
TBDMS . . . . . . . tert-Butyldimetylsilyl
TBTA . . . . . . . . . Tris-(1-benzyl-1H-[1,2,3]triazol-4-ylmethyl)-amin
tBu . . . . . . . . . . . tert-Butyl
TEMED . . . . . . . Tetramethylethylendiamin, auch TMEDA
THF . . . . . . . . . . Tetrahydrofuran
TMS . . . . . . . . . . Tetramethylsilan
ToF . . . . . . . . . . . Time of Flight, Flugzeit
Tol. . . . . . . . . . . . Toluol
Tris/HCl . . . . . . Tris-(hydroxymethyl)-aminomethanhydrochlorid
Tris . . . . . . . . . . . Tris-(hydroxymethyl)-aminomethan
T . . . . . . . . . . . . . Thymin, DNA: 2’-Desoxythymidin
t . . . . . . . . . . . . . . NMR: Triplett
TTP . . . . . . . . . . . 2’-Desoxythyimidintriphosphat
U . . . . . . . . . . . . . Uracil, RNA: Uridin
Vol. . . . . . . . . . . . Volumen
w . . . . . . . . . . . . . IR: schwach (weak)
z . . . . . . . . . . . . . . MS: Ladungszahl
Zers. . . . . . . . . . . Zersetzung, Zersetzungsbereich
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