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Die in dieser Arbeit verwendete Nomenklatur orientiert sich an den Chemical 

Abstracts1 und an den von der IUPAC-IUB-Komission2 empfohlenen Richtlinien. 

Fachausdrücke aus dem Englischen werden kursiv gedruckt. 

 

 
1 Chemical Abstracts, Index Guide, 77. 
2 a) IUPAC Comission on Nomenclature of Organic Chemistry (CNOC) und 

IUPAC-IUB Joint Commision on Biochemical Nomenclature (JCBN), Biochemistry 

1971, 10, 3983-4004. 

   b) IUPAC-IUB (CBN); Tentative Rules for Carbohydrate Nomenclature, Eur. J. 

Biochem. 1971, 21, 455-477. 

 

 

 

 

 

 

 



1 Einleitung und Themenstellung 

1 

1 Einleitung und Themenstellung 
 

Bereits kurz nach der Aufklärung der DNA-Struktur durch Watson und Crick[1] 

wurde aufgrund der ausgeprägten π-π-Wechselwirkungen der aromatischen 

Nukleobasen über die Möglichkeit eines Ladungstransports entlang der Helixach-

se diskutiert.[2] Das Interesse der Forscher an Ladungstransferprozessen nahm 

zu, als sich ein Zusammenhang zwischen oxidativen Ladungstransferprozessen 

durch die DNA und vielen beobachteten Schädigungen des Erbguts, wie Mutatio-

nen, sowie Entstehung von Krebs herausstellte.[3-6] Eine Reihe dieser beobachte-

ten Schäden sind die Folge des Auftretens von radikalischer Ladung in DNA. Der 

Ort der Radikalbildung, die z. B. durch ionisierende Strahlung, Alkylierungs- und 

Oxidationsmittel ausgelöst werden kann, und die Stellen der eigentlichen Schädi-

gung können durch Ladungstransferreaktionen räumlich separiert sein.[7] Für das 

Verständnis des Ladungstransfers in DNA und die Entstehung von DNA-Schäden 

in vivo ist eine grundlegende Erforschung dieser Prozesse von besonderer Be-

deutung. Diese Erkenntnisse können dann zur Entwicklung neuartiger Therapeu-

tika für Krankheiten, die mit DNA-Schäden in Verbindung stehen, genutzt wer-

den.  

Über die biologische Bedeutung des verwandten Prozesses, des reduktiven E-

lektronentransfers durch die DNA, besteht noch Unklarheit. Man vermutet z. B. 

eine Beteiligung von Elektronentransferprozessen bei der proteinabhängigen Er-

kennung von DNA-Schäden. Nur bei der Reperatur der Thymin-Thymin-Dimere 

durch die DNA-Photolyase ist die Beteiligung des reduktiven Elektronentransfers 

gut untersucht, der allerdings nur zwischen DNA und Protein stattfindet und nicht 

DNA-vermittelt läuft.[8-10] Anfang des Jahres 2000 wurde die Erforschung des re-

duktiven Elektronentransfers intensiv vorangetrieben. Die dabei gewonnenen Er-

kenntnisse lassen sich heute bereits in der Analytik einsetzen. Dabei wird der 

reduktive Elektronentransfer bei der Entwicklung von empfindlichen DNA-

Sensoren und -Chips[11-14] genutzt. Damit können Punktmutationen und DNA-

Schäden unaghängig von deren benachbarten Basensequenzen nachgewiesen 

werden. Die Detektion von Punktmutationen, sog. SNP (single nucleotide poly-

morphism)[15] ist von besonderer Bedeutung, da die Substitution, Deletion oder 

Insertion eines einzigen Nukleotids gravierende gesundheitliche Folgen wie z.B.  

Erbkrankheiten haben kann. Daher besteht großes Interesse für die Onkologie, 
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Genetik, Virologie und Pharmakogenetik einzelne Punktmutationen innerhalb ei-

ner Gensequenz nachweisen zu können.[16, 17]  

 
Diese Arbeit gliedert sich in zwei große Bereiche:  
 

I. Synthese von ethidiummodifizierten Oligonukleotiden zur Untersuchung des 

Ladungstransfers in DNA 

 

II. Synthese von C-8-dG-Addukten des Pyrens, von Arylaminen sowie des 

Benz[a]pyrens und entsprechend modifizierter Oligonukleotide zur optisch-

spektroskopischen Charakterisierung 

 

I. Durch Vorarbeiten in der Arbeitsgruppe Wagenknecht ist es möglich, das Ethi-

diumbasensurrogat (1) kovalent in Oligonukleotide einzubauen.[18, 19] 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb.1-1: Ethidiummodifizierte DNA. 

 

Das ist die strukturelle Vorraussetzung, um eine genauere Untersuchung von 

Ladungstransferprozessen in DNA zu ermöglichen. Es konnte gezeigt werden, 

dass Ethidium als Fluoreszenzsonde geeignet ist, um Ladungstransferprozesse 

in DNA zu untersuchen.[20-29] Da aufgrund der relativen Lage der Redoxpotentiale 

kein Ladungstransfer zwischen photoangeregtem Ethidium und den natürlichen 

Basen stattfinden kann, müssen geeignete Ladungsakzeptoren zur Verfügung 

gestellt werden.[26-28, 30-32] In Vorarbeiten konnte gezeigt werden, dass 7-

Deazaguanin (Z) ein geeigneter Lochakzeptor ist, um den oxidativen Ladungs-

transfer zu untersuchen und dass der Ladungstransfer empfindlich auf Basen-

fehlpaarungen reagiert.[33] 

1
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Photoangeregtes Ethidium kann auch als Reduktionsmittel dienen, wenn ein 

geigneter Elektronenakzeptor, wie 5-Nitroindol[34],  bereitgestellt wird. In dieser 

Arbeit soll die Distanzabhängigkeit des oxidativen wie reduktiven Ladungstrans-

fers im System Ethidium-Deazaguanin und Ethidium-Nitroindol untersucht wer-

den. Durch diese strukturell sehr ähnlichen Systeme soll die direkte Vergleich-

barkeit des oxidativen und reduktiven Ladungstransfers erstmals ermöglicht wer-

den. Außerdem soll der Ladungstransfer zwischen Ethidium und Deazaguanin in 

Bezug auf seine Empfindlichkeit gegenüber Basenfehlpaarungen näher unter-

sucht werden und geprüft werden, ob eine Detektion von Punktmutationen, sog. 

SNP (Single Nucleotide Polymorphism)[15] mit dem System Ethidium-

Deazaguanin möglich ist. 

 
 

II. Bisherige Untersuchungen in der Arbeitsgruppe Wagenknecht haben gezeigt, 

dass PydG (2) als Lochdonor in der DNA geeignet sein sollte.[35] Darauf basie-

rend sollen PydG-modifizierte Oligonukleotide synthetisiert werden, um den oxi-

dativen Ladungstransfer in DNA weiter untersuchen zu können. Ferner soll der 

Einfluss der PydG-Einheit auf die Stabilität und Konformation des DNA-Duplexes 

untersucht werden und mit anderen repräsentativ ausgesuchten Duplexen vergli-

chen werden.  

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Abb. 1-2: PydG (2). 

 

Benz[a]pyren zählt zu den potentesten Kanzerogenen innerhalb der polyzykli-

schen aromatischen Kohlenwasserstoffe (PAH).[36] Ein wichtiges gebildetes Bp-

Addukt im Körper stellt 8-Benz[a]pyren-6-yl-2´-desoxyguanosin (BpdG, 3) dar.[37] 

Die hohe Depurinierungstendenz der Benzpyren-Addukte spielt bei der Entste-

NH

N

N

O

NH2
N

O

OH

HO
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hung von Tumoren eine wichtige Rolle.[38, 39] Insbesondere für BpdG (3) ist die 

starke Labilität gegenüber Depurinierung bekannt.[38-41] Allerdings ist BpdG bisher 

nur enzymatisch bzw. elektrochemisch dargestellt worden.[40, 41] Daher soll in A-

nalogie zu PydG eine erste organisch-chemische Synthese zur Darstellung von 

BpdG entwickelt werden. Um näheren Aufschluss über die elektronischen und 

chemischen Eigenschaften dieses C8-Addukts zu erhalten, soll es optisch-

spektroskopisch untersucht werden. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 1-3: BpdG (3). 
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N
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2 Hintergrund 
 

2.1 Ladungstransfer in DNA 
 
Bereits kurz nach der Aufklärung der DNA-Struktur durch Watson und Crick[1] 

wurde aufgrund der ausgeprägten π-π-Wechselwirkungen der aromatischen 

Nukleobasen über den Transport von Ladungen entlang der Helixachse disku-

tiert.[2] Für den Ladungstransfer in DNA gibt es zwei Varianten: den oxidativen 

Lochtransfer und den reduktiven Elektronentransfer. Das Hauptinteresse der For-

scher lag in den letzten Jahrzehnten auf dem oxidativen Lochtransfer aufgrund 

der biologischen Relevanz. Viele beobachtete Schädigungen des Erbguts, die 

Mutationen und Krebsentstehung auslösen können, sind die Folge von oxidativen 

Ladungstransferprozessen durch die DNA.[3-6] 

Beim Lochtransfer wird die DNA oxidiert. Ein Elektron wird vom photoangeregten 

Donor aus der DNA aufgenommen und ein Radikalkation, d. h. ein Elektronen-

loch, verbleibt im Basenstapel (s. Abb. 2-1). Dieses positive Radikal kann wäh-

rend des Transfers durch den Basenstapel mit seiner Umgebung reagieren, was 

oxidative Schäden, die Mutationen oder Krebs auslösen können, zur Folge hat. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-1: Schematische Darstellung des oxidativen Lochtransfers. Ein Elektron wird aus 

dem HOMO des Ladungsakzeptors A in das HOMO des photoangeregten Donors D* 

übertragen. 

X X D  

X X X 

X X X A 

X X X X

X X

X X

*
+

H O M O 

L U M O 

D * A

E T 
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HOMO

LUMO

D  •
-

A•+
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Beim reduktiven Ladungstransfer wird die DNA reduziert. Ein Elektron wird vom 

photoangeregten Donor in die DNA injiziert und es entsteht ein negativ geladenes 

Radikalanion (s. Abb. 2-2). Diese negative Ladung kann sich durch den Basen-

stapel bewegen, wobei hier anders als beim oxidativen Ladungstransfer bisher 

keine Schädigung der DNA nachgewiesen wurde. Die Mechanismen des redukti-

ven Elektronentransfers wurden erst seit dem Jahr 2000 intensiv erforscht und 

die Erkenntnisse sind bisher noch nicht so weit fortgeschritten. 

 
 

 
 
Abb. 2-2: Schematische Darstellung des reduktiven Elektronentransfers. Ein Elektron 

wird aus dem LUMO des photoangeregten Ladungsdonors D* in das LUMO des Akzep-

tors A übertragen. 

 

Zur Untersuchung von Ladungstransferprozessen ist es erforderlich, die DNA mit 

redoxaktiven Sonden zu markieren. Die Einführung dieser Sonden in den DNA-

Basenstapel kann auf folgenden Wegen erfolgen: 

 

(1)  Der Einbau der redoxaktiven Sonde als artifizielles Nukleosid: Darunter 

versteht man vollsynthetische Nukleotidanaloga, die über Linkereinhei-

ten[42-45] mit dem Desoxyribosephosphatrückgrat der DNA kovalent ver-

knüpft sind. Das Chromophor ist in den Basenstapel interkaliert und gibt 

X X D 

X X X

X X X A 

X X X X

X X

X X

*
-

H O M O 

LU M O 

D  * A 

E T 

      

+ 

HOMO

LUMO

D •+ A•- 

  

+ 
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seine Anregungsenergie daher direkt an die benachbarten Nukleobasen 

ab. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Abb. 2-3: Das Nukleotidanalogon des Ethidiums in DNA.[18, 19, 46] 

 

 

(2) Die Modifikation eines natürlichen Nukleosids durch kovalente Verknüp-     

fung mit einer redoxaktiven Sonde. Der Einbau des modifizierten Nukleo-

sids (z. B. PydU[47-51], PydG[47]) kann über DNA-Festphasensynthese erfol-

gen oder ist durch nachträgliche Modifikation eines inkorporierten Vorläu-

fers möglich. Im Idealfall ragt das Chromophor in die große Furche und 

kann außerhalb des Basenstapels angeregt werden. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
Abb. 2-4: 5-(1-Pyrenyl)-2´-Desoxyuridin (PydU) in DNA. 
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(3) Die redoxaktive Sonde kann als Kopfgruppe in Haarnadelstrukturen ein-

gebaut werden. Die Modifikation ist über Linkereinheiten kovalent mit zwei 

komplementären Oligonukleotiden verknüpft. Bildet sich ein Duplex aus, 

kommt die photoreaktive Gruppe auf dem Basenstapel zu liegen. Diese Art 

der Modifikation ist synthetisch am leichtesten zu realisieren.[52-57] 

 

(4) Für die Anknüpfung eines Interkalators ist es ausreichend einen Einzel-

strang des DNA-Duplexes kovalent mit einer Linkereinheit, die den Interka-

lator trägt, zu verknüpfen.[58, 59] Die Anknüpfung des Linkers kann am 3´-, 

am 5´-Terminus der DNA oder auch intern erfolgen. Über die Länge des 

Linkers kann die Interkalationsstelle des Chromophors lokal eingegrenzt 

werden. 

 

 

Eine Abschätzung der Triebkraft für eine Ladungstransferreaktion kann mit Hilfe 

der Rehm-Weller-Gleichung getroffen werden.  

 

 
[ ] CE)A(E)D(EeG dReOx +−−=Δ 00  (Gleichung 2.1) 

 
ΔG  freie Enthalpie 

e  Elementarladung  

EOx(D)  Oxidationspotential des Ladungsdonors 

ERed(A) Reduktionspotential des Ladungsakzeptors 

E00  Energie des HOMO-LUMO-Übergangs des Donors 

C  Coulomb-Energie, hier: näherungsweise ~0 
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2.1.1 Oxidativer Lochtransfer 
 

2.1.1.1  Biologische Relevanz 
 
Bestrahlung (Röntgen, UV), Sauerstoff- oder organische Radikale und Alkylie-

rungsreagentien können in der DNA zur Bildung von Radikalen führen.[60] Dabei 

ist die Stelle der Radikalbildung und die Stelle der eigentlichen Schädigung auf-

grund von Ladungstransferprozessen deutlich voneinander getrennt.[61] Versagen 

die Kontroll- und Reperaturmechanismen des Körpers kann es zu permanenten 

Mutationen oder zur Entstehung von Krebs kommen. Ein wichtiges Intermediat 

bei diesen Prozessen ist das Guaninradikalkation G•+,[62] das über Reaktionen mit 

seiner Umgebung (z. B. H2O, O2) zu Bildung von Oxidationsprodukten führt.[6, 63] 

Das prominenteste Beispiel ist 7,8-Dihydro-8-oxo-2´-Desoxyguanosin (8-oxo-

dG)[4] (s. Abb. 2-5). Wird 8-oxo-dG vor der Replikation als fehlerhafte Base er-

kannt und von Reperaturenzymen beseitigt, ergeben sich keinerlei Folgen für den 

Organismus. Liegt 8-oxo-dG allerdings in der syn-Form vor, kommt es aufgrund 

der Hoogsten-Basenpaarung mit A bei der Replikation durch die DNA-

Polymerase zum Einbau von A gegenüber 8-oxo-dG. Wird beim anschließenden 

Proofreading 8-oxod-dG als fehlerhafte Basenpaarung erkannt, wird es durch 

Nukleotidexzesion entfernt und stattdessen ein T als komplentäre Base zu A ein-

gebaut. Eine Mutation hat stattgefunden. Es wurde ein GC-Paar durch ein AT-

Paar ausgetauscht. Genauere Untersuchungen zu der Entstehung dieses Repli-

kationsfehlers der DNA-Polymerase konnten Carell et al.[64] aufklären. 
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Abb. 2-5: Schematische Darstellung einer durch 8-oxo-dG ausgelösten Mutation von 

dG-dC nach dA-dT. 
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2.1.1.2  Mechanistische Modelle für den oxidativen Ladungstransport 
 
Aufgrund der biologischen Relevanz des oxidativen Ladungstransfers wurden in 

den letzten 20 Jahren intensive Studien dazu durchgeführt. Aufgrund der dabei 

gewonnenen Erkenntnisse sind zwei mechanistische Modelle vorgeschlagen wor-

den: der Superaustausch- und der Hopping-Mechanismus. 

Der Superaustausch kann mit der klassischen Elektronentransfertheorie von Mar-

cus[65] beschrieben werden. Die Ladung wandert hierbei in einem Schritt vom La-

dungsdonor (D) zum Akzeptor (A) ohne dabei jemals auf der DNA-Brücke lokali-

siert zu sein (s. Abb. 2-6). 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-6: Schematische Darstellung des Superaustausch-Mechanismus. Die Ladung 
wird in einem Schritt in einem Tunnelprozess vom Donor D auf den Akzeptor A übertra-
gen. 
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Die Ladungstransferrate kCT ist zum einen vom Abstand zwischen Donor und Ak-

zeptor und zum anderen vom Parameter ß abhängig. Diesen Zusammenhang 

beschreibt die Marcus-Theorie[65] mit: 

 
 
 

(Gleichung 2.2) 
 
 
 
kET Ratenkonstante des Ladungstransfers 

V2 Matrixelement der elektronischen Kopplung zwischen Donor und Akzeptor 

λ Reorganisationsenergie 

kB Boltzmannkonstante 

T  absolute Temperatur 

ΔGET Triebkraft des Ladungstransfers 

 
Nach starker Vereinfachung ergibt sich: 
 
 
                                    kET ∝ e - ß • Δr      (Gleichung 2.3) 
 
 
Der Parameter ß ist abhängig von den Eigenschaften der Brücke, die die Kopp-

lung zwischen Donor und Akzeptor beinflusst. Er ist eine charakteristische Größe 

des untersuchten Systems. Für Proteine liegt er typischerweise zwischen 1.0-1.4 

Å-1, für den Lochtransfer durch DNA bei ß<0.1 Å-1[66, 67], bis ß = 1.5 Å-1.[68, 69] 

 
In neueren zeitaufgelösten Experimenten, in denen kovalent angeknüpfte Interka-

latoren als redoxaktive Sonden verwendet wurden, konnte die Abstandsabhän-

gigkeit des Ladungstransfers genauer untersucht werden. Hierbei stellte man 

fest, dass der Ladungstransfer mit kCT = 109-1012s-1 sehr schnell ablaufen kann. 

Für den effizienten Ladungstransfer ist die Interkalation des Donors und Akzep-

tors entscheidend. Typische Werte für ß sind hier 0.6 Å-1-0.8 Å-1. Allerdings ist 

der effiziente Ladungstransfer hier auf drei bis vier Basenpaare beschränkt. 

Da in einigen Experimenten zum langreichweitigen Ladungstransfer (>200 Å) 

eine deutlich geringere Distanzabhängigkeit beobachtet wurde, wurde als alterna-

tiver Mechanismus das Hopping vorgeschlagen.[70] Im Gegensatz zum Superaus-

tausch wird hier die Ladung in mehreren Schritten vom Donor zum Akzeptor 
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transportiert, wobei sie kurzzeitig auf intermediären Ladungsträgern lokalisiert ist. 

Aufgrund der Oxidationspotenziale der Nukleobasen dG < dA < dC ≈ dT[31, 71, 72], 

treten hier Guanosinradikalkationen G•+ als Ladungsträger auf, da Guanin von 

den DNA-Basen am leichtesten zu oxidieren ist (s. Abb. 2-7). Lewis et al. konnten 

die Rate für einen einzelenen Hoppingschritt kHOP von G zu einem GG-Dublett mit 

kHOP = 106-108s-1 bestimmen (s. Abb. 2-7).[62] 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-7: Schematische Darstellung des Hopping-Mechanismus. Die Ladung wird in 
mehreren Schritten vom Donor D auf den Akzeptor A übertragen. Dabei können neben 
G•+ auch A1

•+ (Adeninradikalkationen) als intermediäre Ladungsträger fungieren. 
 
 
Für die Ladungstransferrate ist hier nicht der Abstand zwischen Donor und Ak-

zeptor, sondern die Anzahl der dazwischen liegenden Hoppingschritte entschei-

dend. Jeder einzelne Hoppingschritt selbst stellt einen stark distanzabhängigen 

Tunnelprozess durch die dazwischen liegenden AT-Paare dar. Allerdings ist der 

Ladungstransfer nur schnell, wenn nicht mehr als drei AT-Paare zwischen den 

beiden Guaninen liegen. Bei einem größeren Abstand beobachtet man einen nur 

geringfügig langsameren Ladungstransfer, der kaum mehr distanzabhängig ist. 

Dieses unterschiedliche Verhalten wurde von Giese et al.[73-76] mit einem Wech-
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sel in den Hopping-Mechanismus erklärt, wobei hier beim Hopping Adenosinradi-

kalkationen A•+ als intermediäre Ladungsträger auftreten.[73] 

Diese These konnte in neueren Arbeiten von Lewis et al.[77] letztes Jahr bestätigt 

werden. Durch zeitaufgelöste spektroskopische Experimente mit dem unten dar-

gestellten Ladungsdonor-Akzeptor-System (s. Abb. 2-8) konnten die Ratenkon-

stanten des oxidativen Ladungstransfers in Abhängigkeit der Anzahl dazwischen-

liegender AT-Basenpaaren bestimmt werden (s. Abb. 2-9). 

 

 

 
 
 
 
 
 
Abb. 2-8: Ladungsdonor-Akzeptor-System von Lewis et al.; Stilbendicarboxamid (Sa) als 

photoanregbarer Donor und Stilbendiether (Sd) als Lochakzeptor.[77] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-9: Ratenkonstanten des oxidativen Ladungstransfers für Lewis et al.; Strang-

bruchresultate für Giese et al.[73] Erläuterungen: offene Symbole (� , Ο): Tunnelprozess; 

geschlossene Symbole (    ,    ): Hopping-Mechanismus.[77] 

Giese et al 

Lewis et al.  

Zahl der AT-Basenpaare 



2 Hintergrund 

15 

Für ein bis drei Basenpaare (n=1-3) wurden sehr schnelle Ladungstransferraten 

bestimmt, die stark distanzabhängig sind (für n = 1: kCT ~ 580⋅10-9s-1, für n = 3: 

kCT ~ 3⋅10-9s-1). Für n = 4 bis n = 7 ändert sich der Ladungstransfer nur geringfü-

gig mit dem Abstand zwischen Donor und Akzeptor (n = 4: kCT ~ 0.4 s-1; n = 7: kCT 

~ 0.08 s-1). Diese Ergebnisse stimmen gut mit den Arbeiten von Giese et al. ü-

berein (s. Abb. 2-9). Für eine Distanz von 3-4 AT-Basenpaaren zwischen Donor 

und Akzeptor kann man von einem distanzabhängigen Tunnelprozess nach dem 

Superaustausch-Mechanismus ausgehen. Bei einem größeren Abstand ist der 

Ladungstransfer kaum mehr distanzabhängig und folgt einem Hopping-

Mechanismus. 
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2.1.1.3 Biochemische Studien zum oxidativen Lochtransfer 
 
In Gegenwart einer Vielzahl von photochemischen Oxidationsmitteln wird dop-

pelsträngige DNA geschädigt. Diese Schädigungen treten bevorzugt an 5´-GG-

Dubletts oder Tripletts aufgrund ihrer leichten Oxidierbarkeit auf.[78-80] Das primär 

erzeugte Guaninradikalkation G•+ führt durch Reaktionen mit H2O oder O2 zur 

Bildung von oxidativen Guaninschäden, abgekürzt mit  dGox. Man vermutet, dass 

dabei zunächst 8-oxo-dG (7,8-Dihydro-8-oxo-2´-Desoxyguanosin) entsteht. Wei-

tere Oxidationsprodukte des Guanins konnten identifiziert werden und einige 

wichtige sind in Abbildung 2-10 zusammengefasst.[6, 63] 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-10: Übersicht über die wichtigsten Oxidationsprodukte des Guanosins (dGox).  

Erläuterungen: Fapy-dG: Formamidopyrimidin; 8-oxo-dG: 8-Oxo-Guanin; dOz: Oxazo-

lon; dIz: Imidazolon. [6] 

 

Um diese oxidativen Schäden nachweisen zu können, werden derartig modifizier-

te DNA-Stränge durch Behandlung mit starken Basen wie z. B. Piperidin bei er-

höhter Temperatur an der Position der beschädigten Base Gox gespalten. Die un-

terschiedlichen Spaltprodukte lassen sich durch Gelelektrophorese auftrennen 

und durch Markierung mit radioaktivem 32P detektieren („Phosphor Imaging“).[61] 
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Die gängigsten Photooxidantien für DNA sind Metallkomplexe von Rh(ΙΙΙ)[58, 68, 71, 

81-86] und Ru(ΙΙ)[68, 87-94] mit Interkalatoren als Liganden oder organische Chro-

mophore wie z. B. Derivate des Ethidiums[23, 30] und Anthrachinons[95-106] und Cy-

anobenzochinon-modifizierte Uridine[107-119] (s. Abb. 2-11).  

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-11: Übersicht über verwendete Ladungsdonorsysteme zur Untersuchung des 

oxidativen Lochtransfers. 

 

Diese Systeme unterscheiden sich grundlegend in ihren strukturellen Eigenschaf-

ten, ihren Redoxpotentialen und dem Absorptionsverhalten. Gemeinsam ist den 

Systemen, dass in allen Fällen ein effizienter Lochtransfer z. T. über sehr lange 

Distanzen (> 200 Å)[71, 120] beobachtet werden konnte. Das System von Giese et 

al.[74, 121-127] nimmt eine Sonderstellung ein, da hier durch eine photochemische 

Reaktion, Norrish-Typ-Ι-Reaktion, zunächst ein Radikalkation z. B. aus einem 4´-

acylierten Thymidinderivat[128] erzeugt wird. Diese radikalische Spezies besitzt ein 

höheres Oxidationspotential als G und führt zur Oxidation des nächstgelegenen 

Guanins. 

 
 

Barton et al.

Giese et al. 

Barton et al. 

Barton et al. 

Schuster/Saito et al. 
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2.1.1.4 Spektroskopische Studien zum oxidativen Lochtransfer 
  
Einen Überblick über die wichtigsten spektroskopische Studien zum oxidativen 

Lochtransfer bietet Tabelle 2-1.  

 
Tab. 2-1: Übersicht der wichtigsten spektroskopischen Untersuchungen des oxidativen 
Ladungstransfers. 
 
 

Ladungs-
donor Akzeptor ß [Å-1] kCT[s-1] Arbeitsgruppe Jahr 

Ru(ΙΙ)- Rh(ΙΙΙ)-
Komplexe 0.2 109 Barton[129, 130] 1993 

Ru(ΙΙ)- Rh(ΙΙΙ)-
Komplexe 1.0-1.5 106 Meade[131] 1995 

Sa G 0.64 108-1012 Lewis, Wasie-
lewski[54, 62, 132-148] 1997 

E Rh(ΙΙΙ)-
Komplex - 1010 Barton[22, 69, 130, 149-

151] 1997 

Acr G 1.4 105-1010 Tanaka[152, 153] 1998 

E Z - 1012 Barton, Zewail[29, 30, 

69, 130, 149-151, 154, 155] 1999 

Ap G 0.1-1.0 109-1011 Barton, Zewail[69, 

130, 149-151, 156-159] 1999 

Ap G 0.75 106-107 Shafirovich, Gea-
cintov[160-166] 2000 

Acr G; Z 2.0; 0.8 107-1012 Michel-Beyerle[167-

170] 2001 

Py; Ptz G 0.2-0.3 104 Majima, Kawai[171-

176] 2001 

Ru(ΙΙ)-
Komplex In - ≥107 Barton l[69, 87, 130, 149-

151, 177, 178] 2002 

Sa Sd 0.4 108 Lewis, Wasie-
lewski[56, 57, 134] 2004 

E Z 0.4 1010-1011 Fiebig, Wagen-
knecht[179] 2006 

 

Erläuterungen: Acr: Acridin; Ap: 2-Aminopurin; E: Ethidium; G: Guanin; In: 4-

Methylindol; Py: Pyren; Ptz: Phenothiazin; Sa: Stilbendicarboxamid; Sd: Stilbendiether, 

Z: 7-Deazaguanin. 
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2.1.2 Reduktiver Elektronentransfer 
 
Für den reduktiven Ladungstransfer sind im Gegensatz zum oxidativen Loch-

transfer keine Folgereaktionen in der DNA unter natürlichen Bedingungen be-

kannt. Darüber hinaus wird eine höhere Effizienz gegenüber dem oxidativen La-

dungstransfer vermutet, was von besonderem Interesse für die Nanotechnologie 

und DNA-Chiptechnologie ist.[180-188] Dabei wird die Anfälligkeit des Ladungs-

transfers gegenüber Störstellen im Basenstapel ausgenützt. Basenfehlpaarungen 

oder Basenschäden unterbinden bzw. schränken die Effizienz des Ladungstrans-

fers ein. Dieses Prinzip macht man sich zu nutze, indem man elektrochemisch 

auslesbare DNA-Chips[132, 149, 156, 167, 189, 190] einsetzt, um fragliche DNA-Sequen-

zen auf Mutationen zu untersuchen. Da diese Methode sehr empfindlich ist, kön-

nen hier einzelne Punktmutationen, sog. SNP (Single Nucleotide Poly-

morphism)[15], innerhalb einer Gensequenz nachgewiesen werden. Derartige 

Nachweisverfahren sind z. B. für die Onkologie, Genetik, Virologie und Pharako-

genetik von großem Interesse. 

2.1.2.1  Mechanismen 
 

Erst Anfang der 1990er Jahre wurden erste Experimente zur Untersuchung des 

reduktiven Ladungstransfers durchgeführt.[129] Zunächst wurden die mechanisti-

schen Modelle des oxidativen Lochtransfers auf den reduktiven Elektronentrans-

fer übertragen.[76] Analog zum oxidativen Ladungstransfer nimmt man auch hier 

einen Hopping- und einen Superaustausch-Mechanismus an. Beim Hopping-

Mechanismus treten als intermediäre Ladungsträger Cytosin- und Thyminradika-

lanionen auf, dC•- und dT•-, da dies die am leichtesten zu reduzierenden Basen 

sind (E(dC/ dC•-) = 1.6 V (vs. NHE) und E(dT/ dT•-) = 1.7 V (vs. NHE)).[31] Beide 

Spezies konnten als intermediäre Ladungsträger in Experimenten nachgewiesen 

werden.[191-193] 

In neueren Experimenten wird neben den beiden mechanistischen Modellen auch 

die Moleküldynamik der DNA mit einbezogen.[29] Man nimmt an, dass die Vor-

aussetzung für einen effizienten Ladungstransfer eine optimale Überlappung der 

zwischen Donor und Akzeptor liegenden Orbitale ist. Man bezeichnet diese Kon-

zept als base gating und nimmt an, dass es sowohl für oxidativen wie reduktiven 

Ladungstransfer von Bedeutung ist. 
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2.1.2.2 γ -Puls-Radiolyse-Studien 
 

Die ersten Erkenntnisse zum reduktiven Elektronentransfer in DNA wurden mit 

Hilfe von  γ-Puls-Radiolyse-Studien durch Sevilla und Anderson et al. erhalten. 
[194-196] Der Ladungstransfer wurde hier durch γ-Strahlung ausgelöst und das in 

die DNA injizierte Elektron aus wässrigen Lösungsmitteln freigesetzt. Als Elektro-

nenakzeptoren fungierten Interkalatoren wie z. B. Acridine. Durch ESR-

Spektroskopie konnte die primäre Bildung des Nukleobasen-Radikalanions sowie 

dessen Zerfall beobachtet werden. Durch die Abgabe der überschüssigen La-

dung auf einen interkalierten Elektronenakzeptor entsteht ein Interkalatorradikal, 

das sich spektroskopisch verfolgen lässt. Da in diesem Experiment der Ort der 

Elektroneninjektion sowie der Ort des Elektronenakzeptors nicht genau definiert 

sind, können hier nur begrenzt Schlüsse über den Mechanismus des reduktiven 

Elektronentransfers gezogen werden. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-12: Typischer Aufbau eines γ-Puls-Radiolyse-Experiments. 
 
 
 

 

 

 

 

zufällig verteilte Elektronenakzeptoren 

= Elektronenakzeptor, z. B:  



2 Hintergrund 

21 

2.1.2.3 Photochemische Auslösung des Elektronentransfers 
 

Ein kovalent an die Basensequenz gebundener Ladungsdonor ermöglicht es, den 

Ort an dem die Ladung in die DNA eintritt genau zu lokalisieren. Die Injektion des 

Elektrons wird durch selektive photochemische Anregung des Donorsystems 

ausgelöst. Das Reduktionspotential des angeregten Elektronendonors muss min-

destens zur Reduktion von Pyrimidinbasen ausreichen, um ein Elektron in die 

DNA übertragen zu können. In der Abb. 2-13 sind die wichtigsten Ladungsinjekto-

ren zusammengefasst. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-13: Übersicht über verwendete Ladungsinjektoren zur Untersuchung des redukti-

ven Elektronentransfers durch DNA. 
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Rokita et al. 
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Die gezeigten Systeme von Carell et al.[197, 198], Rokita et al.[199-201], Giese et 

al.[202, 203], Netzel et al.[204] und Wagenknecht et al. [47-49, 205-208] unterscheiden sich 

deutlich in ihren Reduktionspotenzialen. Beispielsweise ist das von Carell et 

al.[197, 198] synthetisierte Flavinderivat im angergten Zustand, mit einem Redukti-

onspotenzial von -2.8 V, in der Lage sämtliche Nukleobasen zu reduzieren, wo-

hingegen 5-(1-Pyrenyl)-2´-desoxyuridin[47-49, 205-207] mit einem Reduktionspotential 

des Pyrens von -1.8V, gerade in der Lage Thymin ist zu reduzieren. Das von 

Giese et al.[202, 203] eingesetzte Thyminderivat ist hervorzuheben, da hier die In-

jektion des Elektrons in die DNA aus dem Grundzustand erfolgt. Das gezeigte 

Ketylradikal wird durch photochemische Spaltung eines tert-Butylketons nach 

einer Norrish-Reaktion erzeugt. In neueren Arbeiten von Wagenknecht et al. wur-

de 5-(10-Methylphenothiazin-3-yl)-2´-desoxyuridin, das über ein Reduktionspo-

tential von -2.0 V verfügt, eingesetzt.[208] 

Da sich die Arbeit hauptsächlich mit dem oxidativen Lochtransfer befasst, wird 

hier nicht näher auf den reduktiven Ladungstransfer eingegangen werden. 

 

 

2.1.3  Bisherige Untersuchungen des Ladungstransfers mit Ethidium-
derivaten als Ladungsdonor 

 
Da sich ein Großteil dieser Arbeit mit ethidiummodifizierten Oligonukleotiden zur 

Untersuchung des Ladungstransfers beschäftigt, sollen hier die wichtigsten Expe-

rimente mit Ethidium als redoxaktive Sonde ausführlicher erläutert werden.  

 

2.1.3.1  Untersuchung des oxidativen Ladungstransfers 
 
Photoangeregtes Ethidium kann in Abhängigkeit der potentiellen Reaktionspart-

ner sowohl als Oxidations- wie Reduktionsmittel dienen. Für die DNA-Basen gilt, 

dass sich in der Rangfolge dG > dA > dC ≈ dT dG am leichtesten oxidieren und 

dT (dC) am leichtesten reduzieren lässt.  

Anhand der Rehm-Weller-Gleichung (s. Glg. 2.1) lässt sich thermodynamisch 

abschätzen, ob der Ladungstransfer photoinduziert ablaufen kann. Mit einem O-

xidationspotential von E0(E*+/E•)  = 1.2 V ergibt sich, dass photoangeregtes Ethi-

dium nicht in der Lage ist, Guanin (E0(G/G•+) = 1.3 V) zu oxidieren. Folglich muss 
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ein Akzeptor eingesetzt werden, der über ein niedrigeres Oxidationspotential als 

G verfügt. In den im Folgenden vorgestellten Untersuchungen wurde 7-

Deazaguanin (Z) dafür verwendet. Für die Triebkraft des oxidativen Lochtransfers 

ergibt sich dann mit E(Z/Z•+) = 1.0 V ein Wert von 0.2 eV. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-14: Photoangeregtes Ethidium als Oxidationsmittel im System Ethidium-

Deazaguanin (E/Z). Erläuterungen: kCT: Rate des Ladungstransfers; kBCT: Rate des 

Rückladungstransfers. 

 

 

In früheren Arbeiten wurde Ethidium meist als Interkalator eingesetzt oder über 

einen Linker mit der DNA verknüpft, wie beispielsweise bei Barton et al. über eine 

5´-Anknüpfung im Anschluss an die DNA-Synthese.[22] Mit dem unten schema-

tisch dargestellten System Ethidium-Deazaguanin (s. Abb. 2-15) konnten Bar-

ton/Zewail et al.[29] durch zeitaufgelöste spektroskopische Untersuchungen Raten 

für den oxidativen Lochtransfer bestimmen. 
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Abb. 2-15: Schematische Darstellung eines Duplex der Z und das angeknüpfte Ethidi-

umchromophor enthält.[69] 

 

Es wurden zwei sehr schnelle Raten im ps-Bereich (5 ps und 75 ps) für den oxi-

dativen Ladungstransfer zwischen Ethidium und Deazaguanin bestimmt.[29] Beide 

Raten waren nicht grundlegend vom Abstand zwischen Donor und Akzeptor ab-

hängig. Dieses biexponentielle Zerfallsverhalten wurde mit der Zusammenset-

zung aus einer schnellen Ladungsinjektion in die DNA (5 ps) und einer langsame-

ren konformationellen Umorientierung des Ethidium-Interkalators (75 ps), die er-

forderlich ist damit der eigentliche Ladungstransfer stattfinden kann, erklärt.[29, 69, 

130] Der Ladungstransfer selbst verläuft dann vermutlich mit einer schnelleren Ra-

te. Die Umorientierungsphase scheint der geschwindigkeitsbestimmende Schritt 

zu sein und konnte durch Fluoreszenz-Anisotropie-Messungen bestätigt wer-

den.[130] Die Abnahme der Ladungstransfereffizienz bei längeren Distanzen wur-

de darauf zurückgeführt, dass aufgrund der Moleküldynamik der DNA im ps- bis 

ms-Bereich nur ein Bruchteil aller möglichen Konformationen den Ladungstrans-

fer begünstigt. Der Ladungstransfer kann nur dann stattfinden wenn innerhalb der 

Lebensdauer des photoangeregten Ethidiums eine günstige Donor-Akzeptor-

Konformation eingenommen werden kann. Dies Interpretation konnte durch zeit-

N
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aufgelöste spektroskopische Untersuchungen von Ethidium und Deazaguanin in 

Wasser bestätigt werden.[154] 

Je mehr Basen zwischen Donor und Akzeptor liegen umso wahrscheinlicher ist 

der Anteil an schlecht gestapelten Konformationen (base gating)und daher steigt 

die Fluoreszenz des Ethidiums auch bei langen Distanzen zwischen Donor und 

Akzeptor an. Die Einführung einer C-A Fehlpaarung zwischen Ethidium und Dea-

zaguanin führte zu einem Anstieg der Fluoreszenz gegenüber dem richtig ge-

paarten Duplex. Die Fehlstelle kann als drastischeres Beispiel der beschriebenen 

dynamischen Basenstapelung interpretiert werden.[69]  

 

2.1.3.2  Untersuchung des reduktiven Ladungstransfers 
 
Photoangeregtes Ethidium kann nicht nur als Oxidationsmittel fungieren, sondern 

alternativ auch als Reduktionsmittel. Als geeigneter Elektronenakzeptor kann Me-

thylviologen (Mv) dienen. Nach der Rehm-Weller-Gleichung ergibt sich für den 

reduktiven Ladungstransfer mit E0 (Et2+•/Et*+) = -0.52 V[21, 26, 28] und E0 

(MV2+/MV+•) = -0.44 V[209-211] eine Triebkraft von ca. 100 mV.  Für das strukturell 

ähnliche N, N´-Dimethyl-2,7-diazapyren (DAP) ist eine ähnliche Triebkraft zu er-

warten. 

In Arbeiten von Fromherz et al.[26] 1986 konnte gezeigt werden, dass die Fluores-

zenz von in DNA interkalierten Ethidium durch externes Methylviologen aufgrund 

eines Elektronentransfers gelöscht wird. Die Rate des Elektronentransfers konnte 

mit kET = 1.1.1012 s-1 bestimmt werden.  Durch Elektronentransfer wird dabei das 

doppelt positiv geladen Ethidiumradikal E2+• erzeugt, das dann G zu oxidieren 

vermag. In Experimenten zur Abhängigkeit des Ladungstransfers von der Se-

quenz konnte gezeigt werden, dass ein Strangbruch bevorzugt an Guaninen auf-

tritt. In den folgenden Jahren konnte in zahlreichen Arbeiten gezeigt werden, 

dass die Fluoreszenz des interkalierten Ethidiums von Methylviologen bzw. N, N´-

Dimethyl-2,7-diazapyren durch Elektronentransfer effizient gelöscht wird.[20, 26, 28] 

1992 konnten Harriman et al. in dem Donor-Akzeptor-Paar Ethidium und DAP 

einen ß-Wert von 0.91 Å-1 ermitteln, was für einen stark distanzabhängigen Elekt-

ronentransfer spricht. Ein ähnlicher ß-Wert (ß = 0.86 Å-1) ergab sich auch für das 

System Acridinorange (Ac)-DAP. Es wurden auch die Raten des Elektronentrans-

fers sowie der Rückreaktion bestimmt. Aus den Ergebnissen wurde geschlossen, 
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dass hier ein Superaustausch-Mechanismus vorliegt. Der Ladungstransfer war 

sequenzunabhängig. 

In Tabelle 2-2 sind die wichtigsten Experimente zusammengefasst.   

 
Tab. 2-2: Experiment zum reduktiven Ladungstransfer mit nicht kovalent gebundenen 

Ethidium als Donor. 

 

 

Ladungsdonor Akzeptor ß [Å-1] kCT [s-1] Arbeitsgruppe Jahr 

E MV - 1012 Fromherz et al. [26] 1986 

E DAP 0.91 109 Harriman et al.[20] 1992 

Ac DAP 0.86 109 Harriman et al.[20] 1992 

E MV - - Kochevar et al.[28] 1992 

 
Erläuterungen: Ac: Acridin; DAP: N, N´-Dimethyl-2,7-pyren; E: Ethidium; MV: Methylvio-

logen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 2-16: Verwendete Ladungsdonoren und Akzeptoren. 

 

Allerdings weisen diese Systeme einen großen Nachteil auf. Der Abstand zwi-

schen Ethidium und dem Elektronenakzeptor ist nicht bekannt, da das Ethidium 

in den DNA-Basenstapel interkaliert ist und Methylviologen (bzw. DAP) als exter-

ner Quencher zugegeben wird. Man nimmt an, dass Methylviologen aufgrund 

elektrostatischer Wechselwirkungen an das Phosphodiester-Rückgrat der DNA 
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gebunden ist. Um genaueren Aufschluss über den reduktiven Elektronentransfer 

zu erhalten und die Abstandsabhängigkeit zu untersuchen, muss sich das Ethidi-

um und der Elektronenakzeptor in genau definierten Abstand zueinander befin-

den. Dies ist nur über eine kovalente Anknüpfung bzw. den Einbau als artifizielle 

Basen, die das Chromophor trägt, in die DNA zu realisieren. Durch die bereits 

erwähnten Arbeiten in unserer Arbeitsgruppe konnte Ethidium als artifizielle Base 

kovalent in DNA inkorporiert werden. Dies stellte den entscheidenden Schritt dar, 

um genauere Untersuchungen des reduktiven Ladungstransfers zu ermöglichen. 

Es konnte durch Titrationsexperimente mit Methylviologen gezeigt werden, dass 

das synthetisierte Ethidium-Nukleosid-Analoga durch die dabei beobachtete Fluo-

reszenzlöschung zur Untersuchung des reduktiven Elektronentransfers geeignet 

ist.[18]  

2.2 Spektroskopische Methoden 
 

2.2.1 UV/VIS - und Fluoreszenzspektroskopie 
 

2.2.1.1  Grundlagen 
 
Durch Absorption eines Lichtquants der richtigen Frequenz wird ein Molekül in 

einen energetisch höher gelegenen elektronischen Zustand angeregt. Diese e-

lektronische Anregung erfolgt sehr schnell und benötigt ca. 10-15 s. Der Elektro-

nenübergang erfolgt vertikal nach dem Frank-Condon-Prinzip, d. h. Kernbewe-

gungen werden dabei vernachlässigt und die Kerne als stationär betrachtet.[212, 

213] 

 
Im UV/Vis-Bereich (200 - 800 nm) sind die elektronischen Übergänge n → π* und  

π →  π*  bevorzugt.[212] Die DNA absorbiert unterhalb von 300 nm, mit einem Ab-

sorptionsmaximum bei λ = 260 nm. Will man die DNA mit Chromophoren kova-

lent modifizieren, ist es wichtig ein Chromophor zu wählen, dessen Absorptions-

bereich außerhalb dem der DNA-Basen liegt. Dadurch wird eine selektive Anre-

gung dieses Farbstoffmoleküls gewährleistet. 

 

Währen die Absorption sehr schnell verläuft, finden die Relaxationsprozesse aus 

dem angeregten in den Grundzustand deutlich langsamer ab. Dabei kann der 
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Übergang in den Grundzustand über strahlende und strahlungslose Prozesse 

erfolgen. Eine Relaxation durch Aussendung von Licht wird als Lumineszenz be-

zeichnet, wobei man zwischen Phosphoreszenz (spin-verbotener Übergang) und 

Fluoreszenz (Übergang mit gleicher Spinmultiplizität) unterscheidet. Die Fluores-

zenz findet in ca. 10-12 s statt und die Phosphoreszenz innerhalb einer Zeitspan-

ne von ca. 10-4 - 10-9 s. 

Die Emission von Licht erfolgt nach der Regel von Kasha[214] immer aus dem 

niedrigsten Schwingungsniveau des elektronisch angeregten S1-Zustands (s. 

Abb. 2-17). 

 

 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Abb. 2-17: Übersicht über die wichtigsten Anregungs- und Relaxationsprozesse 

(Jablonski-Diagramm)[212]: A : Absorption, VR: vibronische Relaxation, IC: Internal Con-

version, F: Fluoreszenz, ST: Inter-System-Crossing, P: Phosphoreszenz, S: elektroni-

scher Singulett-Zustand, T: Triplett-Zustand, V: vibronischer Zustand. 
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Bei der Lumineszenz ist nach der Regel von Stokes [215] die Energie des emittier-

ten Photons immer kleiner als die Energie des aufgenommenen Photons. Daher 

ist das Fluoreszenzspektrum im Vergleich zum Absorptionsspektrum zu längeren 

Wellenlängen verschoben. 

 

Die strahlungslosen Prozesse laufen mit 10-14-10-12s deutlich schneller als die 

Lumineszenz ab. Strahlungslose Prozesse sind IC (internal conversion) und IST 

(inter-system-crossing). Hierbei handelt es sich um thermische Relaxationsvor-

gänge bei denen vibronische Energie freigesetzt wird. IC verläuft unter Erhalt der 

Spinmultiplizität, IST hingegen  findet zwischen Zuständen unterschiedlicher Mul-

tiplizität statt (Singulett-Triplett-Übergang). 

 

Neben den genannten strahlungslosen Relaxationsprozessen kann ein Molekül 

auch durch Elektronen- oder Energietransfer aus dem angeregten in den Grund-

zustand gelangen. Dabei wird ein Elektron bzw. die Anregungsenergie abgege-

ben. Diese Prozesse können intra- und intermolekular stattfinden. Diese beiden 

Vorgänge können zur Löschung der Fluoreszenzintensität beitragen und beein-

flussen die Fluoreszenzlebensdauer τF. 

 
Die Lebensdauer τF gibt die mittlere Lebensdauer eines Moleküls im angeregten 

Zustand wieder. Sie ist indirekt proportional zur Ratenkonstante der Fluoreszenz-

emission kF. 

     
 (Gleichung 2.4) 

 
 

Die Geschwindigkeitskonstante kET des Elektronentransfers kann bei zeitaufge-

lösten Messungen aus der mittleren Lebensdauer τ des angeregten Zustandes 

bestimmt werden. Hierbei ist τ0 die Lebensdauer des angeregten Zustands der 

Referenzverbindung, (mit einem fluoreszenten Donor, aber ohne Akzeptor) im 

Vergleich zur Lebensdauer τ des Donor-Akzeptor-Komplexes.  

 

 (Gleichung 2.5) 
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Die Quantenausbeute ΦF ist definiert als der Anteil der Fluoreszenzintensität an 

der Summe aller strahlenden und strahlungslosen Relaxationsprozesse des an-

geregten Chromophors. 

                                                                                            (Gleichung 2.6) 

 

 

Experimentell lässt sie sich aus dem Verhältnis der eingestrahlten zur emittierten 

Lichtmenge bestimmen. Üblicherweise wird die integrierte Fluoreszenzintensität 

berechnet und ins Verhältnis zu einer Referenzsubstanz mit bekanntem ΦF ge-

setzt. Die Quantenausbeute der Probe lässt sich dann nach folgender Formel 

bestimmen:[216] 

 

 

(Gleichung 2.7) 

 

mit  ΦF: Fluoreszenzquantenausbeute 

  A:  Absorption 

  nD: Brechungsindex des Lösungsmittels 

  F: integrierte Fluoreszenzintensität 

  P: Probensubstanz 

 R: Referenzsubstanz 

 

 

Nur in verdünnten Lösungen (< 104 mol/L) ist die Fluoreszenzintensität linear ab-

hängig von der Konzentration. In konzentrierten Lösungen können Wechselwir-

kungen zwischen den Chromophoren auftreten. Kommt es zu Wechselwirkungen 

zwischen einem Molekül im Grundzustand und einem Molekül im angeregten Zu-

stand, so spricht man von einem Exciplex. Das Donor- und Akzeptormolekül tei-

len sich hierbei die Anregungsenergie sowie Ladung. Es kann auch zur Bildung 

eines intramolekularen Exciplexes kommen. Als Intermediat beim oxidativen 

Lochtransfer in 8-(Pyren-1-yl)-2´-desoxyguanosin (PydG) entsteht ein Exciplex, 

der sich aus den beiden Spezies Py*-dG und Py•--dG•+ zusammensetzt (s. Abb. 

2-18). [31, 47, 49, 152] Die elektronischen und spektroskopischen Eigenschaften die-

ser Intermediate weichen stark von den Eigenschaften der isolierten Bestandteile 
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Pyren und Desoxyguanosin ab. Man erhält breite unstrukturierte Emissionsban-

den. [49] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-18: Bildung des Exciplexes beim oxidativen Lochtransfer in PydG. 

 
 

2.2.1.2 Zeitaufgelöste Transientenabsorptionspektroskopie 
 
Diese Methode, sog. Pump-Probe-Spektroskopie, ermöglicht die Beobachtung 

von sehr kurzlebigen Zuständen, durch eine Zeitauflösung im fs-Bereich. Aller-

dings ist diese Methode weniger empfindlich als die Fluoreszenzspektroskopie. 

Nach Anregung des Chromophors (pump) mit einem kurzen Laserpuls einer ge-

eigneten Wellenlänge, erfolgt mit einer definierten Zeitverzögerung die Abfrage 

der angeregten Zustände (probe) durch einen zweiten Laserpuls (s. Abb. 2-19).  
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Abb. 2-19: Durch zeitaufgelöste Transientenabsorptionsspektroskopie können nach An-
regung des Ladungsdonors D beliebige Zustände abgefragt und die Raten für den La-
dungstransfer kCT und Rückladungstransfer kBCT bestimmt werden. 
 
 
 
Der Abfragepuls ist ein unabhängiger Laserpuls, der so fokussiert wird, dass er 

durch den exakt gleichen Punkt in der Probe verläuft wie der Anregungspuls. Da-

durch ist gewährleistet, dass die lokal erzeugten angeregten Zustände abgefragt 

werden. Durch kontinuierliches Durchschicken des Abfragepulses in definierten 

Zeitabständen, kann zu jedem Zeitpunkt die Absorption der gebildeten Intermedi-

ate aufgezeichnet werden. Liegt der Probepuls im Absorptionsbereich des Grund-

zustands, kann die Rate des Rückladungstransfers kBCT bestimmt werden. Aus 

den erhaltenen zeitabhängigen Spektren lässt sich die Lebenszeit des angereg-

ten Zustands ermitteln. Liegt der Abfragepuls im Fluoreszenzbereich des Chro-

mophors, kommt es zu einer stimulierten Emission des angeregten Zustands. Die 

Entvölkerungsrate dieses Zustands kann man bestimmen. 

Durch Verwendung des Weißlichtkontinuums für den Abfragepuls können alle 

Wellenlängen abgefragt werden und somit alle intermediären Zustände innerhalb 

des fs-Zeitfensters detektiert werden. Diese Methode wurde auch im Rahmen 

dieser Arbeit verwendet. 
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2.2.2  Cyclovoltammetrie und Spektroelektrochemie 
 

Mit Hilfe der Cyclovoltammetrie kann man die Redoxpotentiale von Verbindungen 

ermitteln. Man verwendet eine Drei-Elektroden-Anordnung, die sich aus Arbeits-, 

Gegen- und Referenzelektrode zusammensetzt.  Die Messung erfolgt unter Ar-

gonatmosphäre unter Verwendung von trockenen organischen Lösungsmitteln. 

Um die Leitfähigkeit der Lösung zu erhöhen, wird Tetrabutylammoniumhexafluo-

rophosphat (TBAH) zugesetzt. An der Arbeitselektrode findet die Reduktion und 

Oxidation statt, die mit Hilfe der Nernst-Gleichung beschrieben werden können. 

Man legt dabei ein Potential an, das sukzessive mit konstanter Geschwindigkeit 

erhöht wird, sog. Vorschubspannung v, und misst den dadurch erzeugten Strom. 

Bei einem stattfindenden Redoxvorgang ändert sich der Strom drastisch und man 

erhält jeweils ein Signal, das dem anodischen und kathodischen Peakpotential 

entspricht. Aus diesen beiden Peakpotentialen Ep
ox und Ep

red lässt sich dann das 

Standardpotential, sog. Halbstufenpotential E1/2, eines elektrochemischen Über-

gangs ermitteln.[217] 
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Um das das Absorptionsspektrum eines Radikals aufzeichnen zu können, muss 

es in situ erzeugt werden und direkt vermessen werden. Dies wird durch eine 

spektroelektrochemische Messung ermöglicht. Man bedient sich hierbei einer 

speziellen Meßzelle (s. Abb. 2-20), die mit einem Drei-Elektroden-Aufbau, ähnlich 

dem bei der CV, ausgestattet ist. Dadurch wird es ermöglicht, ein elektrisches 

Potential direkt an der Messzelle anzulegen und eine Radikalspezies zu generie-

ren, die anschließend mittels eines Absorptionsspektrometers direkt vermessen 

wird.[218] 
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Abb. 2-20: Messzelle für Spektroelektrochemie. Es wird eine Quarzglasküvette verwen-

det und das Goldnetz ist zwischen zwei Quarzglasplatten eingespannt. Die Elektroden 

sind mit einem Potentiostaten verbunden. Vor der Messung wird die Zelle über Teflon-

schläuche mit Argon gespült.  

 

Die Spektroelektrochemie eignet sich v. a. für relativ stabile Radikale, da sie im 

Gegensatz zur Cyclovoltammetrie wesentlich zeitintensiver ist. 

 

 

2.2.3 CD-Spektroskopie 
 
Die CD-Spektroskopie (Zirkulardichroismus) wurde in dieser Arbeit dazu verwen-

det, nähere Informationenüber die Konformation der hergestellten DNA-Duplexe 

zu erhalten.  

Diese spektroskopische Methode wird zur Charakterisierung und Identifizierung 

von optisch aktiven Verbindungen eingesetzt. Die Chiralität eines Moleküls kann 

durch ein einziges asymmetrisches Kohlenstoffatom hervorgerufen werden, oder 

durch größere Strukturen wie z. B. die Helix der DNA. Der CD-Effekt eines Mole-

küls wird durch seine unterschiedlich starke Absorption von rechts und links zir-

kular polarisierten Licht hervorgerufen. Diese Absorptionsunterschiede sind be-

dingt durch die unterschiedlichen Extinktionskoeffizienten ε des Moleküls für 

rechts und links polarisiertes Licht. Aufgetragen wird die Differenz der Absorption 
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ΔA = AL-AR bzw. der Extinktionskoeffizienten Δε gegen die Wellenlänge. Häufig 

wird als Größe auch die molare Elliptizität Θλ (ΔA =Θλ/3298)[219] verwendet. Das 

CD-Spektrum erhält man aus dem ORD-Spektrum (Optische Rotationsdispersi-

on) durch Kronig-Kramers-Transformation. Ist die Differenz εL-εR > 0 so bezeich-

net man das Signal als positiven Cotton-Effekt und die Bande befindet sich ober-

halb der Nulllinie. Ist die Differenz kleiner als 0, ergibt sich ein negativer Cotton-

Effekt und die Bande erscheint unterhalb der Nulllinie im Spektrum. 

Die DNA-Konformationen lassen sich mittels CD-Spektroskopie bestimmen. Die 

charakteristischen Banden von B-DNA sind ein Minimum bei 240 nm mit einem 

Nulldurchgang bei 260 nm. Man beobachtet hier bei kurzen Wellenlängen einen 

negativen und bei längeren Wellenlängen einen positiven Cotton-Effekt. Wird die 

DNA mit achiralen Chromophoren modifiziert, so kann ein CD-Signal des Farb-

stoffes beobachtet werden. Durch die chirale Umgebung der DNA wird ein CD-

Signal im Absorptionsbereich des Farbstoffes induziert.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-21: CD-Spektren von A-, B- und Z-DNA: Übergang von B-DNA (     ) in Z-DNA 

 (     ) (links);  B-DNA (     ) und Z-DNA (     )(rechts).[220] 
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2.3 Synthesemethoden 
 

2.3.1 DNA-Festphasensynthese 
 
Die in den 1980er Jahren von Letsinger[221, 222] entwickelte DNA-Festphasen-

synthese zählt heute zu den Standardverfahren zur Oligonukleotid-Darstellung. 

Das Prinzip der Festphasensynthese geht auf die von Merifield[223] entwickelte 

Peptid-Festphasensynthese zurück. Als Träger der festen Phase dient sog. 

Controlled Pore Glass (CPG), dessen Oberfläche mit primären Aminogruppen 

funktionalisiert ist. Über einen Linker, meist Succinat, ist das erste Nukleosid über 

seine 3´-OH-Gruppe kovalent mit dem CPG verankert. Derartig belegtes CPG ist 

für jede Nukleobase kommerziell erhältlich. Das Nukleosid ist an der 5´-OH-

Gruppe mit einer 4,4´-Dimethoxytrityl-(DMT)-gruppe geschützt. Dabei handelt es 

sich um eine temporäre Schutzgruppe, die zu Beginn des Synthesezyklus mit 

Dichloressigsäure abgespalten wird.  Da das orangefarbene Tritylkation über eine 

charakteristische Absorption (λ = 470 nm) verfügt, lässt sich die Kupplungseffi-

zienz jedes einzelnen DNA-Bausteins mitverfolgen. Exozyklische Aminofunktio-

nen der Nukleobasen A, C und G sind durch permanente Schutzgruppen ge-

schützt. Diese permanenten Schutzgruppen zeichnen sich dadurch aus, dass sie 

ortogonal zur 4,4´-Dimethoxytrityl-(DMT)-gruppe sind und erst nach der Festpha-

sensynthese bei der Abspaltung des Oligonukleotids von der festen Phase mit 

entfernt werden (s. Abb. 2-22).  

Die Integration von artifiziellen DNA-Bausteinen benötigt oft abweichende Kupp-

lungsbedingungen z. B. wegen des großen sterischen Anspruchs einer modifi-

zierten Nukleobase oder wegen zu geringer Löslichkeit im Standardreagenz Ace-

tonitril. Durch längere Kupplungszeiten, mehrere Kupplungszyklen und höhere 

Konzentrationen des Phosphoramidits der modifizierten Nukleobase lässt sich die 

Kupplungseffizienz erhöhen und ein erfolgreicher Einbau in Oligonukleotide errei-

chen. Die speziellen Bedingungen zur Synthese und Aufarbeitung der in dieser 

Arbeit eingesetzten modifizierten DNA-Bausteine werden bei der Synthese der 

entsprechenden Oligonukleotide erläutert.  

Die Abspaltung des fertigen Oligonukleotids erfolgt mit konz. Ammoniak bei 55°C 

innerhalb von 10 h. Dabei werden auch die Cyanoethoxy-Schutzgruppen an den 

Phosphateinheiten durch ß-Eliminierung entfernt. Die Reinigung der Oligonukleo-

tide erfolgte in dieser Arbeit durch präparative RP-HPLC.  
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Abb. 2-22: Schematische Darstellung des Synthesezyklus der DNA-
Festphasensynthese nach der Phosphoramiditmethode: (1) 2% Dichloressigsäure, 
(DCM); (2) Tetrazol (ACN); (3) Acetanhydrid, N-Methylimidazol, Lutidin, (THF); (4) Iod, 
Lutidin, (H2O). 
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2.3.2 Pd-katalysierte Kreuzkupplungen an Nukleosiden 
 
Die Verknüpfung des Chromophors mit der Nukleobase über eine C-C-Bindung 

kann über verschiedene palladiumkatalysierte Kreuzkupplungsmethoden erfol-

gen.[224] An Nukleosiden sind hauptaächlich die Heck-[225], Stille-[226, 227], Sono-

gashira-[228] und Suzuki-Miyaura-Kupplung[229, 230] angewendet worden. Die Suzu-

ki-Miyaura-Kupplung ist in der Arbeitsgruppe Wagenknecht et al. zur Synthese 

von pyrenmodifizierten Nukleosiden eingesetzt worden, unter anderem zur Dar-

stellung von 8-(1-Pyrenyl)-2´-Desoxyguanosin (PydG)[47],  5-(1-Pyrenyl)-2´-

desoxyuridin (PydU)[47, 49] und 5-(10-Methylphenothiazin-3-yl)-2´-desoxyuridin 

(PtzdU)[208] (s-. Abb. 2-23).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-23: Pyrenmodifizierte Nukleoside.  
 
 
Die Verknüpfung der Pyreneinheit mit dem Nukleosid erfolgt über eine Suzuki-

Miyaura-Kreuzkupplungsreaktion[231]. Diese Reaktion verläuft nach dem für palla-

diumkatalysierte Reaktionen typischen Katalysezyklus (s. Abb. 2-24). Diese Art 

der C-C-Verknüpfung zeichnet sich gegenüber anderen Palladium katalysierten 

Kreuzkupplungen wie u. a. Stille-[232-235], Negishi-[236] und Sonogashira-

Reaktion[236-241] durch die Toleranz vieler funktioneller Gruppen sowie die thermi-

sche und hydrolytische Stabilität der einsetzbaren Edukte aus. Bei der Suzuki-

Kupplung werden Boronsäurederivate mit Aryl-, Alkenyl- oder Alkinylhalogeniden 

(v. a. Iodide und Bromide) umgesetzt. Die Transmetallierung kann nur stattfinden, 

wenn durch eine Base wie z.B. Natriumhydroxid eine tetravalente anionische 

Borspezies gebildet wird, die eine stark erhöhte Nukleophilie aufweist. 
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Abb. 2-24: Typischer Katalysezyklus palladiumkatalysierten Kreuzkupplungen. 
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2.4 SNP-Detektion 
 
Unter Punktmutationen, sog. SNPs (Single Nucleotide Polymorphisms) versteht 

man veränderte Genabschnitte, die sich gegenüber der Wildtyp-Form nur in ei-

nem einzigen Baasenpaar unterscheiden (s. Abb. 2-25).[16, 242-245]  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Abb. 2-25:Beispiel für SNP: Wildtyp-DNA (oben) und Mutante (unten).  

 

Wird die Punktmutation von körpereigenen Reperaturmechanismen nicht beho-

ben und liegt die Punktmutation in einer proteincodierenden Region, kann es bei 

der Translation zu einer veränderten Aminosäuresequenz des zu codierenden 

Proteins kommen. Eine Änderung des Phänotyps kann durch eine veränderte 

Proteinfunktion oder Expression, falls der SNP in einer Promoter-Region der DNA 

liegt, die Folge sein. [16] 

Tritt die Mutation in Keimzellen auf, so kann das zu vererbbaren Krankheiten füh-

ren. Die SNP-Detektion ist daher von großer Bedeutung für die medizinische und 

pharmazeutische Diagnostik.[16, 17] Die bisher eingesetzten Methoden lassen sich 

in zwei Gruppen unterteilen: Enzymatische und nicht-enzymatische Assays. Die 

wichtigsten werden im Folgenden vorgestellt. 
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2.4.1 Enzymatische Assays 
 
Diese Assays zeichnen sich durch eine hohe Genauigkeit und Zuverlässigkeit der 

verwendeten Enzyme wie z. B. DNA-Polymerase[246] oder Flap-Endonuklease[247] 

bei der Erkennung von SNPs aus.  

 

2.4.1.1  Single-Nucleotide Primer Extension 
 
Der verwendete Primer ist komplementär zur DNA-Sequenz des Wildtyps sowie 

der Mutante und wird am 3´-Ende hybridisiert. Zur Verlängerung des Primers 

durch die DNA-Polymerase werden ddNTPs (Dideoxynucleosid Triphosphate) 

eingesetzt, die mit unterschiedlichen Fluoreszenzfarbstoffen markiert sind. Die 

Fluoreszenzfarbstoffe verfügen über unterschiedliche Emissionsmaxima, die für 

das entsprechende ddNTP charakteristisch sind.  
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-26: Single-Nucleotide Primer Extension von DNA eines Wildtyps (links) und einer 
Mutante (rechts). ddNTPs: Dideoxynucleosid Triphosphate.[16, 246] 
 
 

F1

F1

F2 

F2 
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Durch Einbau des komplementären ddNTPs  gegenüber der zu untersuchenden 

Base in der Gensequenz, kann man aufgrund der charakteristischen Fluores-

zenzeigenschaften der Sonden erkennen, ob eine Mutation stattgefunden hat 

oder die Wildtyp-DNA vorliegt. 

 

2.4.1.2  Invader Assay® [247] 
 

Das Invader-Assay® beruht auf einer hochselektiven enzymkatalysierten Reakti-

on, die eine Detektion von Punktmutationen durch Fluoreszenz ermöglicht. 

Beim Invader-Assay® werden zwei unterschiedliche Oligonukleotide eingesetzt, 

Invasiv- und Signalsonde, und das Enzym Flap-Endonuklease. Die Invasiv- sowie 

Signalsonde sind komplementär zur zu untersuchenden Basensequenz. Die In-

vasivsonde hybridisiert an dem 3´-Ende des SNP und die Signalsonde am 5´-

Ende des SNPs. Die Signalsonde verfügt an ihrem 5´-Ende über eine sog. Flap-

Region, die ein FRET-Paar (Fluorescence Resonance Energy Transfer) enthält, 

das zur Detektion genutzt wird. Die Signalsonde bildet mit der Invasivsonde einen 

Triplex. Das Enzym Flap-Endonuklease erkennt die Triplexstruktur und spaltet 

das 5´-Ende („Flap“) ab, wenn ein Strukturelement wie im Wildtyp (Abb. 2-27, 

links) vorliegt. Durch Abspaltung der „Flap“-Region wird der Energietransfer von 

dem Fluorophor zum Quencher unterbunden und man erhält ein Fluoreszenzsig-

nal, das den Wildtyp anzeigt. 
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Abb. 2-27: Schematische Darstellung des Invader Assays.[16, 247] Wildtyp (links); Mutante 
(rechts). 
 

2.4.1.3  TaqMan Assay®[248] 
 

Das Prinzip des TaqMan®-Assays beruht auf der sequenzspezifischen Hybridisie-

rung in Kombination mit PCR-Amplifikation. Die TaqMan-Probe ist mit einem Flu-

orophor und einem Quencher versehen. Sie hybridisiert mit der Sequenz, die die 

zu untersuchende Base enthält. Die Fluoreszenz des Quenchers ist aufgrund von 

FRET gelöscht. Ein Primer wird am 3´-Ende der zu untersuchenden Basense-

quenz hybridisiert und mit der Taq Polymerase verlängert. Dabei wird die Taq-

Man Probe durch den anwachsenden Primer verdrängt und durch die Exonuklea-

seaktivität der Polymerase verdaut. Dadurch werden der Fluorophor und der 

Quencher räumlich voneinander getrennt, die Fluoreszenz steigt an.[249] Das As-

say beruht auf der sequenzspezifischen Hybridisierung der TaqMan Probe mit 

der zu untersuchenden Sequenz. Die Diskriminierung zwischen den einzelenen 

Sequenzen beruht auf der unterschiedlichen thermodynamischen Stabilität der 

gebildeten Duplexe. Allerdings sollte nicht unerwähnt bleiben, dass der thermo-

dynamische Unterschied aufgrund einer einzigen Basenfehlpaarung oft sehr ge-

ring ist. 

 

 

F 
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Abb. 2-28: Schematische Darstellung des TaqMan® Assays.[16]. (1) Verlängerung des 

Primers mit der Taq Polymerase; (2) Verdrängung der TaqMan Probe durch Exonuklea-

seaktivität der Taq Polymerase. Wildtyp (links); Mutante (rechts). 

 

2.4.2 Nichtenzymatische Assays 
 

Die nichtenzymatischen Assays müssen die gleiche hohe Zuverlässigkeit bei der 

Erkennung von Basensequenzen gewährleisten, wie die bereits vorgestellten en-

zym-basierten Assays.  

 

2.4.2.1  Allelspezifische Hybridisierung 

 
Ein Standardverfahren in nicht-enzymatischen Assays zur Unterscheidung zwi-

schen Wildtyp und Mutante stellt die Allel-spezifische Hybridisierung dar.[250] 

Durch Verwendung von Allel-spezifsichen Oligonukleotiden (ASO), die mit dem 

zu untersuchenden Sequenzabschnitt hybridisieren, erhält man im Wildtyp einen 

vollständig richtig gepaarten Duplex, im Fall der Mutante einem Duplex mit einer 

Basenfehlpaarung. Die allelspezifischen Oligonukleotide sind mit einer Fluores-

zenzsonde markiert und auf einem festen Träger immobilisiert. Aufgrund der un-

terschiedlichen thermodynamischen Stabilität der Duplexe weist der fehlgepaarte 

Duplex eine niedrigere Schmelztemperatur auf. Daher kann bei bestimmten Be-

dingungen der fehl gepaarte Duplex dehybridisiert und durch Waschvorgänge 

vom richtig gepaarten Duplex abgetrennt werden, so dass das auslesbare Fluo-

F1 F2 

(1) 

(2) 
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reszenzsignal nur die richtig gepaarten Duplexe anzeigt. Allerdings ist die Diskri-

minierung zwischen fehl und richtig gepaarten Duplexen aufgrund der geringen 

Stabilitätsunterschiede problematisch.  

2.4.2.2 Strang-Austausch-Methode 
 
Die Strang-Austausch-Methode basiert auf kinetischen Unterschieden in der 

Duplexausbildung anstatt auf thermodynamischen Unterschieden in der 

Duplexstabilität zwischen richtig und fehl gepaarten Duplexen.[251] Grundlage 

hierfür ist die Entdeckung, dass kammartig ausgebildete kationische Copolymere 

den Strangaustausch eines richtig gepaarten Duplexes mit einem komplementä-

ren Einzelstrang beschleunigen, nicht aber mit einem fehlgepaarten Strang. Ein 

Doppelstrang, der am 3´-Ende des einen Oligonukleotids und am 5´-Ende des 

anderen Oligonukleotids mit Fluorophoren markiert ist, dient als Sonde. Durch die 

räumliche Nähe der beiden Fluorophore wird ein FRET ermöglicht. Wird nun ein 

komplementärer und ein nicht-komplementärer Einzelstrang in Anwesenheit des 

Copolymers hinzugegeben, findet ein Austausch mit dem komplementären Ein-

zelstrang statt. Folglich wird der FRET unterbrochen und die Fluoreszenzintensi-

tät des Fluorophors F1 steigt an und kann detektiert werden (s. Abb. 2-29). Der 

Austausch des nicht-komplementären Einzelstranges erfolgt zu langsam. 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-29: Schematische Darstellung der Strang-Austausch-Methode.[16] 
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2.4.2.3 Fluoreszenzmarkierte DNA-Basen und Fluoreszenzsonden als arti-

fizielle Basen 

 

Bei den sog. Base-discriminating Fluoresecent Probes (BDF) handelt es sich flu-

oreszenzte Nukleobasen bzw. fluoreszente artifizielle Basen, die sich dadurch 

auszeichnen, dass ihr Emissionsverhalten empfindlich gegnüber der unmittelba-

ren elektronischen und strukturellen Umgebung ist.[252-256] 

Das Prinzip dieser Fluoreszenzsonden zur SNP-Detektion ist in Abb. 2-30 sche-

matisch dargestellt. Die zu untersuchende DNA-Probe, wird mit dem Analysator-

strang hybridisiert. Nur wenn die fragliche Base N mit der fluoreszenten Nukleo-

base eine korrekte Basenpaarung eingeht, ist ein starkes Fluoreszenzsignal zu 

beobachten. Im fehlgepaarten Duplex findet hingegen Fluoreszenzlöschung statt. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 2-30: Prinzip der BDFs: Diskriminierung der richtig und fehlgepaarten Stränge über 

Fluoreszenzdetektion. (N: zu untersuchende Base).[252] 

 
 
Für die zuverlässige und ausreichend sensitive Detektion von Basenfehlpaarun-

gen durch fluoreszenzmarkierte Nukleoside oder fluoreszente Basensurrogate 

sind zwei Parameter entscheidend: 

 

(1) F/F0: Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten von ds-DNA (F) zu ss-

DNA (F0). 

 

(2) F/F´: Verhältnis der Fluoreszenzintensitäten von richtig (F) und fehlge-

paarter DNA (F´). 

Analysatorstrang 

DNA-Probe 
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Ein Beispiel für diese Base-discriminating Fluoresecent Probes sind die von Saito 

et al. synthetisierten pyren-modifizierten Nukleosiden (s. Abb. 2-31).[252-256] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 2-31: Pyrenmodifizierte Nukleoside als Base-discriminating Fluorescent Probes 

(BDFs).[252] 
 

Sind die markierten Basen im Doppelstrang richtig gepaart, d.h. PyU mit A und 
PyC mit G so steigt die Fluoreszenz stark an. Befinden sich allerdings die ent-

sprechend anderen drei Nukleobasen gegenüber so sinkt die Fluoreszenz auf 

einen Bruchteil ab. Die Fluoreszenzlöschung im Fall des fehlgepaarten Duplexes 

wird durch eine Interkalation des Pyrenderivats in den Basenstapel erklärt, wo-

durch es zu einer Fluoreszenzlöschung kommt. Im Fall des richtig gepaarten 

Duplexes befindet sich die Pyren-Einheit außerhalb der Helix in der großen Fur-

che. Diese Art des Assays zeichnet sich durch die Einfachheit der Handhabung 

aus. Es ist relativ unempfindlich gegenüber pH-Wert, Salzkonzentration und Lö-

sungsmittel, solange diese nicht die Ausbildung des Duplexes behindern. Dar-

über hinaus zeichnet es sich durch eine gute Diskriminierung zwischen richtig 

und fehl gepaarten Duplexen (F/F´ ~ 6) aus.  

 

In der Arbeitsgruppe Seitz et al. wurde als fluoreszente artifizielle Base Thiazolo-

range (TO) in PNA eingebaut (s. Abb. 2-32).[257-262] Es wurde beobachtet, dass 

die Fluoreszenz des TO beim Übergang von PNA zu PNA-DNA-Hybriden stark 

ansteigt (F(ds)/F(ss) ~ 20). Befindet sich eine Basenfehlpaarung in unmittelbarer 

Nachbarschaft zu Thiazolorange, so nimmt die Fluoreszenz im Vergleich zum 

richtig gepaarten Duplex ab (F/F´ ~ 5). Somit lassen sich anhand der Fluores-

zenzunterschiede Basenfehlpaarungen detektieren. 
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Abb. 2-32: Thiazolorange als Base-discriminating Fluorescent Probe (BDF). 
 

Eine Übersicht wichtiger Base-discriminating Fluorescent Probes (BDF) wie z. B. 

perylenmodifiziertes Uridin von Saito et al[263]., fluorenmodifiziertes Uridin von 

Tucker et al.[264] und dem Anthracenbasensurrogat von Kim et al[265]., bietet Abb. 

2-33. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb.2-33: Beispiele für Base-discriminating Fluorescent Probes (BDF). 
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3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 
 

Die Mehrzahl der in dieser Arbeit vorgestellten Experimente werden mit ethidium-

modifizierten Oligonukleotiden durchgeführt (s. Abb. 3-1). Es handelt sich dabei 

formell um ein Phenanthridinchromophor (1), dass aufgrund seiner engen Ver-

wandschaft (optisch wie strukturell) mit dem 3,8-Diamino-5-ethyl-6-phenyl-

phenanthridinium-bromid (Ethidiumbromid) in der weiteren Arbeit als Ethidium 

bezeichnet wird. Der Einbau des Ethidiumchromophors als artifizielle Base in Oli-

gonukleotide ist über konventionelle DNA-Festphasensynthese möglich und wird 

im Folgenden näher beschrieben. 

 

3.1  Synthese und Charakterisierung der ethidiummodifizierten 

Nukleoside und Oligonukleotide 

 
Es ist bekannt, dass Ethidium als photoanregbarer Donor Ladungstransferpro-

zesse in DNA induzieren kann.[20-29] Da photoangeregtes Ethidum aufgrund der 

Redoxpotentiale nicht in der Lage ist, die natürlichen DNA-Basen zu reduzieren 

oder oxidieren, müssen geeignete Ladungsakzeptoren zur Verfügung gestellt 

werden.[26-28, 30-32] Um die Distanzabhängigkeit dieser Ladungstransferprozesse 

zu untersuchen, ist es unerlässlich, dass das Ethdiumchromophor an einer exakt 

definierten Position in den Basenstapel interkaliert und somit in einem genau 

festgelegten Abstand zum Ladungsakzeptor vorliegt. Der Einbau des Ethidums 

als artifizielles Nukleosid in das Desoxyribosephos-phatrückgrat der DNA gelingt 

über einen azyklischen Linker.[18, 19] 

.  

 

 

 

 

 

 

 
 
Abb. 3-1: Modell für Ethidium-modifizierte DNA. 

1
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Man verwendet als Linker (S)-1-Amino-propan-1,2-diol, um die Konfiguration am 

C-3´der 2´-Desoxyribose nachzuahmen (s. Abb. 3-2).  

 

 

 

 

 
Abb. 3-2: (S)-1-Amino-propan-1,2-diol als Analogon der 2´-Desoxyribose, R = DNA-

Base oder Basensurrogat. 

 

Die Anknüpfung des Ethidiumchromophors über diesen azyklischen Linker stellt 

eine Alternative zum Einbau des Ethidiums als Ethidium-Nukleosid 4 dar (s. Abb. 

3-3).  

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 3-3: Ethidium-Nukleosid 4. 
 

In Vorarbeiten ist gezeigt worden, dass die Synthese des Ethidiumnukleosids  4, 

das über eine der exocyclischen Aminofunktionen glykosidisch mit dem 2´-

Desoxyribofuranosid verknüpft ist, nicht in zufriedenstellenden Ausbeuten zu rea-

lisieren ist.[42] Darüber hinaus trat bei der Behandlung des Glykosylamins mit 

konz. wässriger Ammoniaklösung, den Standardabspaltbedingungen der DNA 

vom festen Träger, Zersetzung durch Spaltung der glykosidischen Bindung zwi-

schen dem Ethidium und der 2´-Desoxyribofuranose-Einheit auf.[42] Daher wurde 

die oben beschriebene alternative Route für den Einbau des Ethidiums über den 

azyklischen Linker in Oligonukleotide gewählt. Die Synthese des azyklischen E-

thidium-Nukleosid-Analogons erfolgt ausgehend von kommerziell erhältlichem 

3,8-Diamino-6-phenyl-phenanthridin und ist in der Literatur beschrieben.[18, 19] Da 

diese Syntheseroute auch zur Herstellung anderer Ethidium-Nukleosid-Analoga 
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eingesetzt werden soll,  ist sie hier deshalb noch mal zusammengefasst (s. Abb. 

3-4).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Abb. 3-4: Syntheseschema zur Darstellung des DNA-Bausteins 11: 

(a) ClCOOCH2CH=CH2, DCM, RT, 24 h,  98 %; (b) I-(CH2)3-I, THF, 65°C, 9 d, 82 %; (c) 

7, DIPEA, DMF, RT, 55 h, 87 %; (d) Bu3SnH, [Pd(Ph3)]4, PPh3, DCM/H2O 300:1, RT, 90 

min, 90 %; (e) (CF3CO)2O, DCM/Pyridin 5:1, 0°C, 10 min, RT, 10 min, 67 %; (f) 2-

Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidit, DIPEA, DCM, RT, 45 min. 
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Zunächst werden die beiden exozyklischen Aminofunktionen in 3,8-Diamino-6-

phenyl-phenanthridin mit Chlorameisensäureallylester geschützt. Diese Umset-

zung verläuft nahezu quantitativ (98 %) und das Phenanthridinderivat 5 lässt sich 

durch Filtration isolieren. Anschließend wird mit 1,3-Diiodpropan der Stickstoff in 

der 5-Position im Phenanthridingerüst alkyliert. Die Alkylierung benötigt zwar eine 

Reaktionszeit von 9 Tagen, aber bietet den Vorteil, dass das Produkt 6 aufgrund 

seiner geringen Löslichkeit in Tetrahydrofuran, im Gegensatz zum Edukt 5, aus-

fällt und durch Filtration abgetrennt und ohne weitere Reinigung umgesetzt wer-

den kann. Durch Umsetzung des Iodids 6 mit dem Aminopropandiollinker 7 erhält 

man das Ethidium-Nukleosid 8. Die nukleophile Substitution verläuft in Dimethyl-

formamid unter Zuasatz von DIPEA, um den entstehenden Iodwasserstoff abzu-

fangen. Die Synthese des dafür benötigten Aminopropandiollinkers 7 ist in der 

Literatur beschrieben.[18, 19, 266] Ausgehend von kommerziell erhältlichen (S)-1-

Amino-propan-1,2-diol ist diese Verbindung über drei Syntheseschritte in guter 

Ausbeute zugänglich.  

Im nächsten Schritt werden die Alloc-Schutzgruppen von 8 durch Trifluorace-

tylgruppen ersetzt. Dieser Austausch ist erforderlich, da bei der Palladium-kataly-

sierten Abspaltung der Alloc-Schutzgruppen nach der DNA-Festphasensynthese 

eine Allylübertragung auf eine der exozyklischen Aminofunktionen des Ethidi-

umchromophors beobachtet wurde und auch durch Überschuss verschiedener 

Allylakzeptoren (z. B. Dimedon) nicht verhindert werden konnte.[33] Die Abspal-

tung der Alloc-Schutzgruppen lässt sich optisch gut verfolgen, da bei Freisetzung 

der exozyklischen Aminogruppen ein Farbumschlag von gelb auf pink erfolgt. 

Dabei erhält man das Ethidium-Nukleosid 9. Bei der Einführung der Trifluorace-

tylgruppen wird auch die sekundäre Aminfunktion des Linkers in 10 geschützt. 

Das Ethidium-Nukleosid 10 verfügt nur noch über eine reaktive Gruppe, die se-

kundäre Hydroxyfunktion. Dies ist Voraussetzung für eine möglichst quantitative 

Umsetzung zum entsprechenden Phosphoramidit 11. Das Phosphoramidit 11 

wird in Acetonitril gelöst und in den DNA-Synthesizer eingebracht. Mit Hilfe eines 

modifizierten Kupplungsprotokolls mit einer  Kupplungszeit von 1 h statt 1.5 min 

und drei Kupplungszyklen lässt sich eine gute Kupplungseffizienz erreichen (s. 

Abb. 3-5).[33] 
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Abb. 3-5: Beispiel eines Tritylmonitors der erfolgreichen Synthese von ethidiummodifi-

zierter DNA E4. 
 

Die Abspaltung und Aufreinigung der ethidiummodifizierten Oligonukleotide er-

folgt nach Vorschriften aus der Literatur.[18, 19] 
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3.2 Ethidium als Loch- und Elektronendonor 
 
Photoangeregtes Ethidium kann sowohl als Oxidations- sowie als Reduktionsmit-

tel in Abhängigkeit von den Redoxpotentialen der potentiellen Reaktionspartner 

dienen. Da kein Ladungstransfer zwischen Ethidium und den natürlichen Basen 

aufgrund der Redoxpotentiale stattfinden kann, müssen geeignete Ladungsak-

zeptoren zur Verfügung gestellt werden. Mit einem Oxidationspotential von 

E0(E*+/E•) = 1.2 V[30] ergibt sich aufgrund der Rehm-Weller-Gleichung, mit einer 

Singulett-Energie für die Photoanregung des Ethidiums mit 2.2 V[30], dass ange-

regtes Ethidium nicht in der Lage ist, Guanin (E0(G• +/G = 1.3 V)[30, 31] zu oxidie-

ren. Daher wird 7-Deazaguanin (Z) als  Ladungsakzeptor zur Verfügung gestellt, 

da es ein geringeres Oxidationspotential (E0(Z• +/Z) = 1.0 V)[30] als G besitzt. Da-

mit ergibt sich für den Gesamtprozess eine Triebkraft ΔG von ca. -0.2 eV. Es ist 

bekannt, dass Z die Fluoreszenz von photoangeregtem Ethidium[267] aufgrund 

eines Ladungstransferprozesses löscht.[20-30]  

Da photoangeregtes Ethidium (E(E2+ /E+*) = -0.5 V)[28] nicht in der Lage ist, die 

natürlichen DNA-Basen, von denen C und T die niedrigsten Redoxpotentiale be-

sitzen (E0(T/T • -) = E0(dC/dC • -) = -1.2 V)[32], zu reduzieren, muss ein geeigneter 

Elektronenakzeptor bereitgestellt werden. Es kann 5-Nitroindol (N) verwendet 

werden, das ein Redoxpotential von E0(N/N • -) = -0.32 V[34] hat. Aufgrund der 

Rehm-Weller-Gleichung ergibt sich dann für den reduktiven Elektronentransfer 

zwischen E und N eine Triebkraft für ΔG von ca. -0.2 eV. Dieser Wert ist mit der 

Triebkraft für den oxidativen Lochtransfer zwischen Ethidium und Deazaguanin 

vergleichbar.[179] 
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Abb. 3-6: Photoangeregtes Ethidium als Oxidationsmittel im System Ethidium-Deaza-

guanin und als Reduktionsmittel im System Ethidium-Nitroindol. Erläuterungen: kHT: Rate 

des oxidativen Lochtransfers; kET: Rate des reduktiven Elektronentransfers; kBCT: Rate 

des Rückladungstransfers. 

 

3.2.1 Untersuchungen zur Abstandsabhängigkeit des Ladungstransfers    
im System Ethidium-Deazaguanin und Ethidium-Nitroindol 

 

Um die Abstandsabhängigkeit des Ladungstransfers im System Ethidium-

Deazaguanin und Ethidium-Nitroindol zu untersuchen, wurden neun Duplexe syn-

thetisiert, die alle das Ethidiumnukleotid als Fluoreszenzsonde enthalten. In den 

Ladungstransferduplexen wird der Abstand zwischen E und dem Ladungs-

akzeptor Z (E21/C26-E23/C28) bzw. N (E18/C26-E20/C28) von einem bis drei 

Basenpaaren variiert. In den Kontrollduplexen E15/C26-E17/C28 befindet sich 

anstelle des Ladungsakzeptors ein  

 

 

 

 

 

 

 

E 

E+- Z 

E*+-Z 

E•-Z+• 
Anregung Emission 

kF 

kHT 

kBCT 

E00 = 2.2 V 

E+- N 

E*+-N 

E•2+-N- • 
Anregung Emission 

kF 

kET 

kBCT 

E00 = 2.2 V 



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

56 

Kontrollduplexe 

 
E15 5´-TGC-ATG-CAG-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E16 5´-GCA-TGC-AGT-TEA-CTG-AC-3´ 
 
E17 5´-CAT-GCA-GTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 

 

Ladungstransferduplexe (reduktiv) 

 
E18 5´-TGC-ATG-CAN-TEA-CTG-AC-3´  

   
E19 5´-GCA-TGC-ANT-TEA-CTG-AC-3´     
 
E20 5´-CAT-GCA-NTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 
 
Ladungstransferduplexe (oxidativ) 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Gegenstränge zu E15-E23 
 
C26 3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

C27 3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

C28 3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 

 

 

E21 5´-TGC-ATG-CAZ-TEA-CTG-AC-3´ 

 

E22 5´-GCA-TGC-AZT-TEA-CTG-AC-3´ 

 

E23 5´-CAT-GCA-ZTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 

OO

O

DNA

DNA

S: dSpacer 

DNA

OO

O

N N

N

O H

NH2
DNA

 

DNA
OO

O

N

NO2

DNA

 N: 5-Nitroindol 
 

Z: 7-Deazaguanin 
 

E: Ethidium
N

NH2

H2N

NH

OH
OH

(vgl. Abb. 3-15) 



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

57 

Nitroindol (N) stellt eine universelle Base dar, daher ist die Gegenbase beliebig 

wählbar.[43, 44] Da Deazaguanin (Z) bevorzugt mit C paart, wurde es hier als Ge-

genbase zu Z eingesetzt. Um möglichst analoge Duplexe zu erhalten, wurde C 

auch als Gegenbase für N verwendet. Als Gegenbase des Ethidiums wird der 

dSpacer (S) verwendet, um eine optimale Interkalation des sterisch anspruchs-

vollen Ethidiumchromophors zu garantieren.[18]  Dies ist eine wichtige Bedingung 

für einen effizienten Ladungstransfer. Durch Absorptions- und CD-Messungen 

sowie Bestimmung der Schmelztemperaturen kann gezeigt werden, dass sich die 

Duplexe strukturell ähnlich verhalten. Die Absorptionsspektren aller Duplexe wei-

sen das für interkaliertes Ethidium charakteristische Absorptionsmaximum bei λ ~ 

530 nm auf (s. Abb. 3-7).[18, 268-270]  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 3-7: Absorptionsspektren von DNA 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 7).  
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Die CD-Spektren aller Duplexe zeigen, das für die B-DNA-Konformation typische 

Spektrum (s. Abb. 3-8). Zusätzlich zu den für die DNA charakteristischen Signa-

len ist auch hier, die für interkaliertes Ethidium typische, breite, schwach negative 

Bande zwischen 300 und 400 nm beobachtbar.[271] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
Abb. 3-8: CD-Spektren von 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 
 

 

Die Duplexe E15/C26-E17/C28 und E21/C26-E23/C28 besitzen ähnliche 
Schmelztemperaturen im Bereich von 63-68°C. Die Schmelztemperaturen der 

Duplexe E18/C26-E20/C28 liegen zwischen 55-59°C (s. Tab. 6.4 unter 6. Materi-

alien und Methoden). Die Schmelzpunkterniedrigung dieser Duplexe ist auf die 

fehlenden Wasserstoffbrückenbindungen des 5-Nitroindols mit der Gegenbase 

zurückzuführen. Es ist bekannt, dass 5-Nitroindol nur durch π-π-Wechselwirkun-

gen des aromatischen Indolsystems mit den Nachbarbasen im Basenstapel zur 

Stabilisierung des Duplexes beitragen kann, da die Nitrogruppe ein sehr schwa-

cher H-Brücken-Akzeptor ist.[44] Dies führt zu einer Schmelzpunkterniedrigung 

gegenüber den unmodifizierten Duplexen, die in der Literatur beschrieben ist.[44] 

Anhand der gezeigten strukturell ähnlichen DNA-Duplexe lässt sich direkt die Ef-

fizienz des oxidativen Lochtransfers und des reduktiven Elektronentransfers in 

den Donor-Akzeptor-Assays miteinander vergleichen. 
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Dazu wurden Fluoreszenzmessungen der Duplexe E15/C26-E23/C28 durchge-

führt. Die Duplexe E15/C26-E17/C28 dienten als Kontrollduplexe (s. Abb. 3-9). 

Die Duplexe E15/C26-E17/C28 ohne Ladungsakzeptor zeigen sehr ähnliche Flu-

oreszenzintensitäten, da hier kein Ladungstransfer stattfinden kann. Im Gegen-

satz dazu ist in den Duplexen E18/C26-E20/C28 und E21/C26-E23/C28 eine 

ähnlich starke Fluoreszenzlöschung zu beobachten, die mit zunehmendem Ab-

stand zwischen Donor und Akzeptor steigt (s. Abb. 3-10). 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

Abb. 3-9: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 

7).  
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Abb. 3-10: Fluoreszenzlöschung Fq in Abhängigkeit vom Abstand zwischen Donor und 

Akzeptor in den DNA-Duplex-Sätzen E18/C26-E20/C28 (   ) und E21/C26-E23/C28 (   ), 

λexc = 530 nm, 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 7). I (N,Z):  integrierte Fluoreszenzinten-

sität der N- bzw. Z-Duplexe; I (G): integrierte Fluoreszenzintensität der Kontrollduplexe. 

 

 

Über eine Distanz von drei Basenpaaren sinkt die Fluoreszenzintensität auf unter 

10 % für den oxidativen wie reduktiven Ladungstransfer ab. Diese Beobachtung 

ist mit der Marcus-Theorie, die den Ladungstransfer über den Superaustausch-

Mechanismus beschreibt und typischer weise auf drei bis vier Basenpaare be-

schränkt ist, in Einklang. Der ß-Wert für den oxidativen sowie reduktiven La-

dungstransfer wurde bestimmt. Der ß-Wert ist ein Parameter, der die Distanzab-

hängigkeit des Ladungstransfers beschreibt. Beide ß-Werte liegen mit 0.32Å-1 

(für den reduktiven Ladungstransfer) und 0.42 Å-1 (für den oxidativen Ladungs-

transfer) in einem ähnlichen Bereich. Für den Lochtransport durch DNA nach 

dem Super-Austausch-Mechanismus sind typische ß-Werte 0.6 Å-1-0.8 Å-1. Daher 

kann man in den beiden hier verwendeten Systemen einen Superaustausch an-

nehmen. 
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3.2.2 Bestimmung der Reaktionsrate in den Systemen E-Z und E-N  
 
Zeitaufgelöste Experimente zur Untersuchung des Ladungstransfers zwischen 

Ethidium und Deazaguanin wurden bereits 1999 von Zewail et al.[29] am California 

Institute of Technology (Caltech) durchgeführt. In den dort verwendeten DNA-

Duplexen (14-mere) ist das Ethidium über einen flexiblen Alkyllinker kovalent mit 

der 5´-Hydroxylgruppe endständig an die DNA geknüpft.[22] In Abb. 3-11 und 3-12 

sind die beiden unterschiedlichen Ethidium-Deazaguanin-Systeme gegenüberge-

stellt. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 3-11: Vergleich zwischen intern inkorporierten Ethidiumbasensurrogat E und end-
ständig an die DNA über einen flexiblen Alkyllinker angeknüpftem Ethidium („Caltech- 
Systeme“). 
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Abb. 3-12: Gegenüberstellung der Molekülmodelle eines DNA-Duplexes mit dem intern 
inkorporierten Ethidiumnukleotid (links)[179, 272] und mit dem an der endständigen 5´-
Hydroxygruppe angeknüpften Ethidium („Caltech System“).[29] 
 

 

Um die Ladungstransferraten für den oxidativen Lochtransfer im E-Z-System so-

wie für den reduktiven Elektronentransfer im E-N-System zu bestimmen, wurden 

zeitaufgelöste Messungen mittels femtosekundenaufgelöster Laserspektroskopie 

sowie Fluoreszenzlebensdauerbestimmung durchgeführt. Das Zerfallsverhalten 

des photoangeregten Ethidiums in den Duplexen E15/C26, E18/C26 und 

E21/C26  wurde untersucht (s. Abb. 3-13). In diesen Duplexen ist Ethidum durch 

ein Basenpaar von G, N bzw. Z getrennt.   
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Abb. 3-13: Zeitaufgelöste transiente Absorptionsspektroskopie der DNA-Duplexe 

E15/C26 (   ), E18/C26 (   ) und E21/C26 (   ), λexc = 520 nm, 600 µM DNA, in 10 mM 

NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  

 

 

Im Kontrollduplex E15/C26 ist, wie erwartet aufgrund des fehlenden Ladungs-

transfers kein signifikanter Zerfall auf kurzer Zeitskala zu beobachten. Bei dem 

Duplex E18/C26 lässt sich aus der Zerfallskurve eine Zeitkomponente von 50 ps 

(Amplitude 22%) und für Duplex E21/C26 eine Zeitkomponente von 150 ps (Amp-

litude 27%) abschätzen. Die Amplituden der Zeitkomponenten repräsentieren den 

Teil der reaktiven Moleküle mit bereits optimaler Basenstapelung im Grundzu-

stand. In allen Kontrollduplexen sowie in den Ladungstransferduplexen mit mehr 

als einem Basenpaar Abstand zwischen E und Z bzw. N konnte keine Zeitkom-

ponente im ps-Bereich ermittelt werden. In diesen Ladungstransferduplexen er-

folgt der Ladungstransfer folglich im ns-Bereich. Die Lebenszeiten des photoan-

geregten Ethidiums sind im Bereich von 2-25 ns, abhängig von der miskroskopi-

schen Umgebung, z. B. typischer weise Wassermoleküle. [270] 
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Die Ladungstransferraten für E19/C27-E20/C28 und E22/C27-E23/C28 wurden 

mit Hilfe der Fluoreszenzlebenszeiten des photoangeregten Ethidiums im ns-

Bereich ermittelt. Aufgrund des multiexponentiellen Zerfallsverhaltens ist nur eine 

Bestimmung der Größenordnung der Ladungstransferrate möglich. Die Ladungs-

transferrate lässt sich aus den mittleren Lebenszeiten des Donor-Akzeptor-

Komplexes sowie der Referenzverbindung ohne Ladungsakzeptor bestimmen (s. 

unter 2, Glg. 2.2). Es ergeben sich mittlere Lebenszeiten von 12.8 ns für E19/C27 
und 14.5 ns für E22/C27. In beiden Duplexen sind der Donor und Akzeptor zwei 

Basenpaare voneinander entfernt. In dem entsprechenden Kontrollduplex 

E16/C27 beträgt die mittlere Lebensdauer 15.5 ns. Die kürzeren Lebensdauern 

des photoangeregten Ethidiums in den Duplexen E19/C27 und E22/C27 belegen 

den Ladungstransferprozess. Befindet sich nur ein Basenpaar zwischen Donor 

und Akzeptor erhält man noch kürzere Lebenszeiten für die Ladungstransfer-

duplexe. Für  E18/C26 ergibt sich ein Wert von 12.1 ns und für E21/C26 13.4 ns. 

Für den entsprechenden Referenzduplex E15/C26 erhält man 16.6 ns. Dies steht 

in Einklang mit einem effizienteren Ladungstransfer und einer stärkeren Fluores-

zenzlöschung, wenn der Abstand zwischen Ladungsdonor und Akzeptor ein Ba-

senpaar nicht überschreitet. Die Lebenszeiten der Duplexe E20/C28 (τ = 15.7 ns) 

und E23/C28 (τ = 16.3 ns) sind nur geringfügig kleiner als beim korrespondieren-

den Referenzduplex E17/C28 (τ = 16.7ns). Dies spiegelt die beobachtete gering-

fügige Fluoreszenzlöschung in diesen Ladungstransferduplexen wieder.  

Besonders auffallend ist, dass der reduktive sowie oxidatve Ladungstransfer die 

gleiche Distanzabhängigkeit (ähnliche ß-Werte) und ähnliche Fluoreszenzlebens-

zeiten des photoangeregten Ethidiums aufweisen.  
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Die Ladungstransferraten der Duplexe E18/C26-E20/C28  und E21/C26-E23/C28 
unterscheiden sich dramatisch von denen des „Caltech-Systems“, wenn die Dis-

tanz mehr als ein Basenpaar beträgt (s. Abb. 3-14). Erstere sind um das vier- bis 

fünffache kleiner. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 3-14: Ladungstransferraten kCT in den DNA-Duplex-Sätzen E18/C26-E20/C28 (   ) 

und E21/C26-E23/C28 (    ), λexc = 530 nm, 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 7). Die bei-

den dargestellten Ladungstransferraten für den oxidativen Lochtransfer (   ), (   ) sind der 

Literatur entnommen.[29] 

 

Durch zeitaufgelöste Anisotropiemessungen konnte gezeigt werden, dass die 

Interkalation des Ethidiums im „Caltech-System“ an einer bis auf ein Basenpaar 

genau definierten Stelle erfolgt. Durch die flexible Alkylkette des Linkers bleibt die 

Beweglichkeit des Ethidums im Basenstapel erhalten (s. Abb. 3-11).[29] Hier wur-

de keine Abhängigkeit der Ladungstransferrate von der Distanz zwischen dem 

Ethidum und dem Lochakzeptor Deazaguanin beobachtet. In den durchgeführten 

zeitaufgelösten Messungen der transienten Absorption sowie der Fluoreszenz 

des photoangeregten Ethidiums ergab sich ein biexponentielles Zerfallsverhalten. 

Die Abklingkurve wird von zwei Zeitkonstanten, ~5 ps (kCT ~ 2⋅1011 s-1) und ~75 

ps (kCT ~ 1⋅1010 s-1)[29] bestimmt, die beide keinerlei Distanzabhängigkeit aufwei-

sen (s. Abb. 3-14). Aus zeitaufgelösten Experimenten ist bekannt, dass die Orien-

tierungsrelaxation von freien Ethidium in Wasser mit einer Zeitkonstante von ca. 

70ps verläuft und die Fluoreszenzlöschung von E in bimolekularen Komplexen im 
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gleichen Zeitraum erfolgt. Somit scheint die Umorientierung des Ethidiums, die 

für den nachfolgenden Ladungstransfer erforderlich ist, der geschwindigkeitsbe-

stimmende Schritt zu sein. Aufgrund dieser Arbeiten kann man davon ausgehen, 

dass das Ethidium vor der Ladungsübertragung zwischen E und Z eine Umorien-

tierung erfährt, die ratenlimitierend ist. Der Ethidiumbaustein scheint trotz seiner 

Interkalation in den Basenstapel über bestimmte Freiheitsgarde  zu verfügen, die 

besetzt werden können. Die Lebensdauer von 5 ps wird denjenigen Molekülen 

zugeschrieben, in denen das Ethidium bereits im Grundzustand optimal mit den 

Nachbarbasen wechselwirkt und keine Umorientierung für einen effizienten La-

dungstransfer nötig ist.[29] 

Basierend auf diesen älteren Ergebnissen am Caltech, können die neuen Ergeb-

nisse wie folgt interpretiert werden: Die starke Distanzabhängigkeit des Ladungs-

transfers bei Verwendung des rigiden Ethidiumnukleotids ist ein Indiz für den Ein-

fluss von Moleküldynamik und Kernbewegungen auf die Effizienz des Ladungs-

transfers. Die Tatsache, dass der oxidative Lochtransfer sowie der reduktive E-

lektronentransfer über ein Basenpaar im ps-Bereich ablaufen zeigt, dass das 

Ethdiumchromophor elektronisch stark mit dem Basenstapel gekoppelt ist. Die 

Amplitude dieser schnellen Zeitkomponente entspricht dem Anteil an Molekülen 

die im angeregten Zustand keinerlei Umorientierung eingehen müssen, sondern 

unmittelbar am Ladungstransfer teilnehmen. Ein effizienter Ladungstransfer über 

große Distanzen ist aufgrund des rigiden Ethidiumnukleotids stark eingeschränkt 

bzw. nicht möglich, da das ein Ausschöpfen der konformationellen Freiheitsgrade 

voraussetzen würde. Diese Beziehung zwischen Ladungstransfer und Molekül-

dynamik wird als mechanistisches Konzept verstanden und als „gating effect“ 

bezeichnet.[29, 69, 130] 
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3.2.3 Zusammenfassung der Ergebnisse 
 
Das E/Z- und E/N-Donor-Akzeptor-System erlaubt zum ersten Mal den direkten 

Vergleich zwischen reduktivem und oxidativem Ladungstransfer in einem struktu-

rell sehr ähnlichen Assay. Durch zeitaufgelöste Messungen konnte gezeigt wer-

den, dass der Ladungstransfer vom Ethidiumnukleotid zum Ladungsakzeptor bei 

einer Distanz von zwei oder mehr Basenpaaren drastisch abnimmt vor allem im 

Vergleich zum „Caltech System“. Dies ist der Fall sowohl für den oxidativen Loch-

transfer als auch für den reduktiven Elektronentransfer. Durch Inkorporation des 

rigiden Ethidiumnukleosids wird die konformationelle Flexibilität des Ethidiums 

offenbar so stark eingeschränkt, dass die elektronisch notwendige Umorientie-

rung des photoangeregten Ethidiums kaum bzw. nicht möglich ist („gating ef-

fect“). Ein Ladungstransfer über größere Distanzen kann somit nicht effizient und 

schnell stattfinden. Diese Ergebnisse unterstreichen den bedeutenden Einfluss 

der DNA-Dynamik auf die Distanzabhängigkeit und Geschwindigkeit des La-

dungstransfers. 
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3.3 Untersuchungen zum oxidativen Ladungstransfer im Sys-

tem Ethidium-Deazaguanin 

 
 
Aufgrund der relativen Redoxpotentiale ist Ethidium nicht in der Lage die DNA zu 

oxidieren, um einen Ladungstransferprozess auszulösen. Wie bereits erläutert (s. 

unter 3.2), eignet sich für den oxidativen Lochtransfer 7-Deazaguanin (Z) als  La-

dungsakzeptor, da es ein geringeres Oxidatiospotential (E0(Z• +/Z) = 1.0 V)[30] als 

G aufweist. Mit einem Oxidationspotential von E0(E*+/E•) = 1.2 V[30] ergibt sich 

aufgrund der Rehm-Weller-Gleichung, mit einer Singulett-Energie für die Photo-

anregung des Ethidiums mit 2.2 V[30], für den Gesamtprozess eine Triebkraft ΔG 

von ca. -0.2 eV. Es ist bekannt, dass Z die Fluoreszenz von photoangeregtem 

Ethidium[267] aufgrund eines Ladungstransferprozesses löscht.[20-30]  

 

3.3.1 Einfluß von Basenfehlpaarungen auf den Lochtransfer  
 
Durch Kombination von Ethidium als Fluoreszenzsonde und Deazaguanin (Z) als 

Ladungsakzeptor soll die Detektion von Basenfehlpaarungen und abasischen 

Stellen ermöglicht werden. Die sog. abasischen Stellen gehören zu  den häufigs-

ten spontanen DNA-Schäden. Das Ethidumchromophor wird nach den zuvor be-

schriebenen Methoden in die DNA eingebaut.[18, 19] Es wurden die folgenden vier 

Sätze von Duplexen, DNA1-XY bis DNA4-XY, synthetisiert, die jeweils zwei Ba-

senpaare zwischen E und G (Kontrollduplexe) bzw. E und Z (Ladungstransfer-

duplexe) enthalten (s. Tab. 3-1 bis 3-4). In den Duplex-Sätzen DNA1-XY und 
DNA2-XY wird das unmittelbar dem Ethidiumchromophor benachbarte Basen-

paar variiert. In dem Duplex-Sätzen DNA3-XY und DNA4-XY wird das Basen-

paar, das sich direkt neben G bzw. Z befindet, verändert. Als Gegenbase des 

Ethidiums, das sich wie eine universelle Base verhält,  wird willkürlich C gewählt. 

In früheren Arbeiten konnte gezeigt werden, dass die Gegenbase nur geringfügi-

gen Einfluss auf die Interkalation des Ethidiums hat.[19]  

Der sog. dSpacer (S) ist das chemisch stabile Analogon der abasischen Stelle.  

Eine abasische Stelle entsteht z. B. durch Depurinierung von Oligonukleotiden. 

Das dabei gebildete Halbacetal steht im Gleichgewicht mit der reaktiven offenket-

tigen Aldehydform (s. Abb. 3-15). Der dSpacer zeigt keine aldehydspezifische 
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Reaktivität und ist daher zum Einbau in DNA geeignet. Das Phosphoramidit des 

dSpacers ist kommerziell erhältlich. 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 
Abb. 3-15: dSpacer als Analogon der abasischen Stelle.  

 

 

Kontrollduplexe  (DNA1-XY) 
 

5´-C-A-G-C-A-T-G-T-X-E-A-T-G-C-T-G-3´ 

3´-G-T-C-G-T-A-C-A-Y-C-T-A-C-G-A-C-5´  

 

 
Tabelle 3-1: DNA1-XY (Kontrollduplexe) 
 

XY X = A X = C X = G X = T 

Y = A E1/C16 E2/C16 E3/C16 E4/C16 

Y = C E1/C17 E2/C17 E3/C17 E4/C17 

Y = G E1/C18 E2/C18 E3/C18 E4/C18 

Y = T E1/C19 E2/C19 E3/C19 E4/C19 

Y = S E1/C20 E2/C20 E3/C20 E4/C20 
 

 

 

E: 

N
NH2

H2N

NH

OH
OH

OO

O

OH
O

OH O

O

OO

O

abasische Stelle  dSpacer (S)  



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

70 

 

Ladungstransferduplexe  (DNA2-XY) 
 

5´-C-A-G-C-A-T-Z-T-X-E-A-T-G-C-T-G-3´  

3´-G-T-C-G-T-A-C-A-Y-C-T-A-C-G-A-C-5´  

 

 
Tabelle 3-2: DNA2-XY (Ladungstransferduplexe). 

 

Kontrollduplexe  (DNA3-XY) 

 
5´-C-A-G-C-A-T-G-X-T-E-A-T-G-C-T-G-3´    

3´-G-T-C-G-T-A-C-Y-A-C-T-A-C-G-A-C-5´ 
 
Tabelle 3-3: DNA3-XY (Kontrollduplexe) 
 

XY X = A X = C X = G X = T 

Y = A E9/C16 E10/C16 E11/C16 E4/C16 

Y = C E9/C22 E10/C22 E11/C22 E4/C22 

Y = G E9/C23 E10/C23 E11/C23 E4/C23 

Y = T E9/C24 E10/C24 E11/C24 E4/C24 

Y = S E9/C25 E10/C25 E11/C25 E4/C25 
 

XY X = A X = C X = G X = T 

Y = A E5/C16 E6/C16 E7/C16 E8/C16 

Y = C E5/C17 E6/C17 E7/C17 E8/C17 

Y = G E5/C18 E6/C18 E7/C18 E8/C18 

Y = T E5/C19 E6/C19 E7/C19 E8/C19 

Y = S E5/C20 E6/C20 E7/C20 E8/C20 

E: Ethidium 
 
Z: 7-Deazaguanin 

DNA

OO

O

N N

N

O H

NH2
DNA

Z:
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Ladungstransferduplexe (DNA4-XY) 

 

5´-C-A-G-C-A-T-Z-X-T-E-A-T-G-C-T-G-3´ 

3´-G-T-C-G-T-A-C-Y-A-C-T-A-C-G-A-C-5´ 
 

Tabelle 3-4: DNA4-XY (Ladungstransferduplexe). 

 

XY X = A X = C X = G X = T 

Y = A E12/C16 E13/C16 E14/C16 E8/C16 

Y = C E12/C22 E13/C22 E14/C22 E8/C22 

Y = G E12/C23 E13/C23 E14/C23 E8/C23 

Y = T E12/C24 E13/C24 E14/C24 E8/C24 

Y = S E12/C25 E13/C25 E14/C25 E8/C25 
 

 

Die oben gezeigten Kontrollduplexe DNA3-XY wurden von einer Kollegin synthe-

tisiert, charakterisiert, spektroskopisch untersucht und die Daten zur Verfügung 

gestellt.[33] 

Wie in Kapitel 3.2 gezeigt wurde, findet in den Kontrollduplexen DNA1-XY und 

DNA3-XY kann kein Ladungstransfer statt, es wird keine Fluoreszenzlöschung 

beobachtet. In den Duplexen DNA2-XY und DNA4-XY findet ein Ladungstransfer 

stat. In den Duplexen, die eine Basenfehlpaarung oder abasische Stelle aufwei-

sen, wird aufgrund des ineffizienteren Ladungstransfers ein Fluoreszenzanstieg 

erwartet. In zahlreichen Studien ist gezeigt worden das Basenfehlpaarungen oder 

abasische Stellen den Ladungstransfer behindern.[92, 125, 273, 274] Allerdings ist in 

früheren Experimeneten in der Arbeitsgruppe Wagenknecht et al. für den Duplex-

Satz DNA4-XY beobachtet worden, dass überraschenderweise der gegenteilige 

Effekt auftrat. In den fehl gepaarten Duplexen stieg die Fluoreszenz im Vergleich 

zu den richtig gepaarten Duplexen an. Allerdings wurde hier das Ethidiumnukleo-

sid als Racemat eingesetzt. Dabei war nicht in allen Fällen eine eindeutige Dis-

kriminierung zwischen fehl und richtig gepaarten Duplexen möglich.[33] 
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In den Absorptionspektren aller Duplexe lässt sich ein Absorptionsmaximum bei 

λ~530 nm beobachten, was charakteristisch für interkaliertes Ethidium ist.[18, 268-

270] Dies ist exemplarisch für DNA2-CY und DNY4-CY dargestellt (s. Abb. 3-16). 

Im Gegensatz dazu besitzt „freies“ Ethidium in wässriger Lösung ein Absorpti-

onsmaximum bei λ ~ 480 nm.[275] 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 3-16: Absorptionsspektren von 12.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 
 
 
Um den Einfluss von Basenfehlpaarungen auf den Ladungstransfer zu untersu-

chen,  wurden Fluoreszenzspektren der Duplexe DNA2-XY und DNA4-XY ge-

messen. Bei Anregung bei λ = 530 nm zeigen alle Duplexe ein Emissionsmaxi-

mum mit λ ~ 628 nm, was typisch für interkaliertes Ethidium ist (s. Abb. 3-17 bis 

3-20).[268-270] „Freies“ Ethidium in Wasser besitzt im Gegensatz dazu ein Emissi-

onsmaximum bei λ ~ 635 nm und die Fluoreszenz ist durch Protonierung des 

angeregten Zustand deutlich gelöscht.[275] Ähnliches Verhalten ergibt sich auch 

für ethidiummodifizierte Einzelstränge. Hier ist eine deutliche Fluoreszenzlö-

schung zu beobachten.[18] Dies ist für die Einzelstränge ss-DNA4-X und die rich-

tig gepaarten korrespondierenden Duplexe DNA4-XY  exemplarisch dargestellt 

(s. Abb. 3-17).  
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Abb. 3-17: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von ssDNA4-X und den korrespondieren-

den „matched“ Duplexen DNA4-XY, 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 7).  
 
 
Jeweils die fünf Duplexe der DNA-Sätze  DNA1-XY und DNA3-XY weisen inner-

halb des experimentellen Fehlers gleiche Fluoreszenzintensitäten auf (s. Abb. 3-

18, 3-19 und 3-20). Ist hingegen der Ladungsakzeptor Z im Duplex vorhanden, 

wird die Emission des angeregten Ethidiumchromophors deutlich gelöscht. In den 

richtig gepaarten Duplexen DNA2-XY und DNA4-XY (mit XY = AT, CG, GC, oder 

TA) ist die Fluoreszenzintensität gegenüber den Kontrollduplexen merklich er-

niedrigt  (s. Abb. 3-18, 3-19 und 3-20). Die unterschiedlich starke Fluoreszenzlö-

schung kann mit der variierenden Effizienz des Ladungstransfers begründet wer-

den. Bemerkenswerterweise zeigen die fehl gepaarten oder mit einer abasischen 

Stelle versehenen Duplexe eine stärkere Fluoreszenzlöschung als die richtig ge-

paarten Duplexe (s. Abb. 3-18, 3-19 und 3-20). 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

λ [nm] 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

550 600 650 700 750 800
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0  ssDNA2b-A
 ssDNA2b-C
 ssDNA2b-G
 ssDNA2b-T
 DNA2b-AT
 DNA2b-CG
 DNA2b-GC
 DNA2b-TA

ssDNA4-A 
ssDNA4-C 
ssDNA4-G 
ssDNA4-T 
DNA4-AT 
DNA4-CG 
DNA4-GC 
DNA4-TA 



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

74 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Abb. 3-18: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA1-CY, DNA2-CY und DNA3-CY, 

DNA4-CY, 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi (pH 7).  
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Abb. 3-19: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA1-XY, DNA2-XY, 12.5µM DNA, 

in 10 mM NaPi (pH 7).  
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Abb. 3-20: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA3-XY, DNA4-XY, 12.5µM DNA, 

in 10 mM NaPi (pH 7).  

 

  

λ [nm] 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

550 600 650 700 750
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0

 

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2a-AY
Y = 

600 650 700 750 800
 

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2b-AY
Y = 

Fq

550 600 650 700 750
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2a-GY
Y = 

600 650 700 750 800

 

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2b-GY
Y = 

Fq

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

λ [nm] 

λ [nm] 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

550 600 650 700 750
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2a-TY
Y = 

600 650 700 750 800

 

  A
  C
  G
  T
  S

DNA2a-TY
Y = 

Fq

DNA3-AY 
DNA4-AY 

DNA3-GY DNA4-GY 

DNA3-TY 
DNA4-TY 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 

λ [nm] 

λ [nm] 

λ [nm] 

Fl
uo

re
sz

en
z 

(n
or

m
ie

rt)
 



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

77 

Es lässt sich feststellen, dass die Fluoreszenz am effizientesten gelöscht wird, 

wenn sowohl Z als Ladungsakzeptor zur Verfügung steht als auch sich eine Ba-

senfehlpaarung oder eine abasische Stelle zwischen Ladungsdonor E und Z vor-

handen ist. Dieses Phänomen ist in beiden Sätzen von Duplexen DNA2-XY und 

DNA4-XY zu beobachten. Die Ergebnisse der Fluoreszenzmessungen (s. Abb. 3-

18, 3-19 und 3-20) können durch Berechnung von Fq (Fraction quenched) in Ab-

hängigkeit der Art der Basenfehlpaarungen (Y = A, C, G, T, S; s. Tab. 3-5) gra-

phisch zusammengefasst werden (s. Abb. 3-21). Der Fq-Wert gibt den Anteil der 

Fluoreszenzlöschung der fehl gepaarten Duplexe im Verhältnis zu den richtig ge-

paarten Duplexen wieder. Die unterschiedlichen Fluoreszenzintensitäten inner-

halb der beiden Duplexsätze DNA2-XY und DNA4-XY sind auf verschieden effi-

ziente Ladungstransfervorgänge zurückzuführen und nicht allein auf strukturelle 

Unterschiede wie z. B. vollständige und partielle Interkalation des Ethidiumchro-

mophors. Die gleichbleibend hohe Fluoreszenzintensität der Kontrollduplexe, un-

abhängig davon ob eine Basenfehlpaarung vorliegt oder nicht, zeigt, dass die 

diese Fluoreszenzlöschung allein durch den Ladungstransfer zu erklären ist. 
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Tabelle 3-5: Fraction quenched (Fq) der mismatch-Duplexe DNA1b-XY und DNA2b-XY 

im Vergleich zu den korrespondierenden richtig gepaarten Duplexen. 

 

 
 
I = integrierte Fluoreszenzintensität 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 
Abb. 3-21: Fq in Abhängigkeit der Basenfehlpaarungen für DNA1b-XY und DNA2b-XY. 
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Um eine von der B-DNA signifikant abweichende DNA-Konformation der fehl ge-

paarten Duplexe ausschließen zu können, wurden die Schmelzpunkte und die 

CD-Spektren aller Duplexe aufgenommen. Die Schmelzpunkte liegen alle in ei-

nem Bereich von 70-79°C (s. Tab. 6.4 unter 6. Materialien und Methoden). Dabei 

ergibt sich kein Hinweis auf Basenfehlpaarungen oder abasiche Stellen in den 

Duplexe. Die CD-Spektren aller Kontroll- sowie Ladungstransferduplexe zeigen, 

den für die B-DNA-Konformation typischen Verlauf. Stellvertretend ist das hier für 

den DNA-Duplex-Satz DNA4-CY dargestellt (s. Abb. 3-22). Zusätzlich zu den für 

die DNA charakteristischen Signalen ist zwischen 300 und 400 nm eine breite, 

schwach negative Bande beobachtbar, die für interkaliertes Ethidium kennzeich-

nend ist.[271] 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 3-22: CD-Spektren von 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 
Interessanterweise funktioniert das Assay besser, wenn sich die Basenfehlpaa-

rung im Abstand von zwei Basenpaaren (DNA4-XY) vom Ethidium befindet (s. 

Tab. 3-5 und Abb. 3-21).  

Auffällig ist, dass in diesem Assay Basenfehlpaarungen oder abasische Stellen 

zu einer stärkeren Fluoreszenzlöschung führen, was die Folge eines effizienteren 

Ladungstransfers ist. Dies bestätigt die Ergebnisse aus den bereits erwähnten 

früheren Arbeiten.[33] Eine mögliche Erklärung bieten auch zeitaufgelöste Studien 

an DNA-Duplexen, die über ein kovalent mit einem Linker angeknüpftes Ethidi-

umderivat verfügen. Hier konnte gezeigt werden, dass das Ethidiumderivat eine 

Reorganisationszeit von ca. 75 ps benötigt, um eine Konformation zu erlangen, 

die optimal in den Basenstapel interkaliert ist und nötig ist für einen anschließen-
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den schnellen Ladungstransfer mit einer Geschwindigkeit von ca. 5 ps.[22, 29] In 

dem hier vorgestellten Assay ist es daher denkbar, dass diese Umorientierung 

des photoangeregten Ethidiums durch den Einbau als starres Ethidiumnukleosid 

unterbunden wurde und erst durch Basenfehlpaarungen die konformationelle 

Flexibilität wieder erlangt werden kann. Im Gegensatz zu früheren Arbeiten[33], ist 

jetzt durch Einsatz eines enantiomerenreinen Ethidiumnukleosids in allen Fällen 

eine eindeutige Diskriminierung zwischen fehl und richtig gepaarten Duplexen 

möglich (s. Abb. 3-21).  

Durch Kombination der Fluoreszenzeigenschaften des Ethidiums sowie des La-

dungstransfers ist es möglich Basenfehlpaarungen und abasische Stellen zuver-

lässig zu detektieren. Da die Fluoreszenzlöschung nicht auf das direkt benach-

barte Basenpaar beschränkt ist, kann man zwei oder mehr Basenpaare auf ein-

mal auf Fehlstellen untersuchen. Im folgenden Abschnitt sollen Experimente vor-

gestellt werden, um drei Basenpaare, d. h. ein gesamtes Codon, auf Basenfehl-

paarungen zu überprüfen. 

Ein interessantes Target in der molekularen Diagnostik stellt das p53-Protein 

dar.[276] Das p53-Protein fungiert in der Zelle als Tumor-Suppressor. [277] Während 

des Zellzyklus sorgt das p53-Protein an bestimmten Kontrollpunkten dafür, dass 

die Prolieferation von beschädigten Zellen gestoppt, repariert oder die Apoptose 

eingeleitet wird. Dadurch wird eine Schutzfunktion ausgeübt, die den Organismus 

vor der Entstehung von Tumoren bewahrt. Daher ist es nicht überraschend, dass 

in ungefähr der Hälfte aller humanen Tumore das p53 -Protein als Folge einer 

Mutation inaktiv ist.[277] Das p53-Protein besteht aus den für einen Transkriptions-

faktor typischen Strukturelementen: Amino-terminale Transaktivierungsdomäne, 

DNA-Bindungsdomäne und Carboxy-terminale Tetramerisierungs- und Regulie-

rungsdomäne (s. Abb. 3-23). Über 95% der Mutationen liegen in der DNA-

Bindungsdomäne, die für die Aktivierung der Transkription von entscheidender  

Bedeutung ist und deren Funktion sensibel gegenüber Mutationen ist. Bei ca. 

75% der Mutationen handelt es sich um Punktmutationen (SNP = Single Nucleo-

tide Polymorphism).[276] Innerhalb der DNA-Bindungsdomäne gibt es sechs Co-

dons in denen gehäuft Mutationen auftreten, den sog. hot spots (s. Abb. 3-

23).[276] 
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Abb. 3-23: Häufigkeit und Verteilung der cancerogenen Mutationen in p53.[276] 

 

Im Folgenden werden Vorversuche mit dem bereits erläuterten Ethidium-

Deazaguanin-Assay beschrieben, um Punktmutationen innerhalb dieser sechs 

hot-spot-Regionen zu detektieren. Dazu wurden exemplarisch Ausschnitte aus 

dem p53-Gen gewählt, die zwei der sog. hot-spot-Regionen,  Codon R249 und 

R282, enthalten.[278] Die Sondenstränge E25 und E27 stellen die Gegenstränge 

zu den intakten Genabschnitten dar und enthalten das komplementäre Ba-

sentriplett des zu untersuchenden Codons, lokalisiert zwischen der Fluoreszenz-

sonde Ethidium und dem Ladungsakzeptor Z. Die Probenstränge C29 und C31 
entsprechen dem intakten Genabschnitt, die Probenstränge C30 und C32  sollen 

jeweils als Modell für einen Probenstrang mit einer Punktmutation dienen. Im Fall 

von C30 ist ein G gegen ein T ersetzt, was im Organismus zur Codierung von 

Serin anstelle von Arginin führen würde. In C32 ist ein C durch ein T ausge-

tauscht, was den Einbau von Tryptophan anstatt Arginin in die Aminosäurese-

quenz zur Folge hätte. Die Duplexe E24/C29 und E26/C32 stellen die Kontroll-

duplexe dar, die statt des Deazaguanins ein Guanin beinhalten. Daher kann hier 

kein Ladungstransfer stattfinden und es sollte keine Fluoreszenzlöschung zu be-

obachten sein.  
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Kontrollduplexe 

 
E24 5´-GGT-GAG-GAT-GGG-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C29 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-GGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 
 
E24 5´-GGT-GAG-GAT-GGG-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC-3´ 

C30 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-TGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 

 
E26 5´-TTC-CTC-TGT-GCG-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 

C31 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGC-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 
 
E26 5´-TTC-CTC-TGT-GCG-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 

C32 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGT-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 

 

Ladungstransferduplexe 
 
 
E25     5´-GGT-GAG-GAT-GGZ-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C29 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-GGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´   
 
E25     5´-GGT-GAG-GAT-GGZ-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C30 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-TGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 

 
E27 5´-TTC-CTC-TGT-GCZ-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 
C31 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGC-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 
 
E27 5´-TTC-CTC-TGT-GCZ-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 
C32 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGT-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 

 

 
 

 

 

 

 

 

 

Arg 

Ser 

Arg 

Trp 

R249 Wildtyp 

R249S Mutante 

R282 Wildtyp 

R282W Mutante 

Arg 

Ser 

Arg 

Trp 

R249 Wildtyp 

R249S Mutante 

R282 Wildtyp 
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Es wurden Fluoreszenzspektren der Kontrollduplexe, E24/C29 und E26/C32, und 

der Analysatorstränge, E25/C29 und E27/C32, aufgenommen (s. Abb. 3-24). 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

Abb. 3-24: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA 12.5µM DNA, in 10 mM NaPi 

(pH 7).  

 

Die Ladungstransferduplexe zeigen alle innerhalb des experimentellen Fehlers 

analoge Fluoreszenzintensitäten, unabhängig davon, ob ein richtig (E25/C29, 
E27/C31) oder fehl gepaarter Duplex (E25/C30, E27/C32) vorliegt. Sie unter-

scheiden sich in ihrem Emissionsverhalten nicht von den Kontrollduplexen 

E24/C29-E26/C32. Da keine Fluoreszenzlöschung in den Ladungstransferduple-

xen beobachtbar ist, scheint der Ladungstransfer über drei Basenpaare zu ineffi-

zient zu sein. Diese starke Abstandsabhängigkeit steht in Einklang mit dem für 

Ethidium angenommenen Superaustausch-Mechanismus, für den eine Sensitivi-

tät gegenüber der Distanz zwischen Donor und Akzeptor  charakteristisch ist.  

 

Um eine von der B-DNA signifikant abweichende DNA-Konformation der fehl ge-

paarten Duplexe E24/C30, E26/C32, E25/C30 und E27/C32 ausschließen zu 

können, wurden die Schmelzpunkte und die CD-Spektren aller Duplexe aufge-

nommen. Die Schmelztemperaturen liegen alle in einem Bereich von 69-77°C 

(gemessen mit 100mM NaCl statt 250 mM NaCl; s. Tab. 8-9 unter 8. Materialien 

und Methoden). Die falsch gepaarten Duplexe weisen gegenüber den richtig ge-

paarten Duplexen einen um bis zu 7°C erniedrigte Schmelztemperatur auf.  

Die CD-Spektren aller Kontroll- sowie Ladungstransferduplexe zeigen das für die 

B-DNA-Konformation typische Spektrum (s. Abb. 3-25). Zusätzlich zu den für die 
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DNA charakteristischen Signalen ist auch hier, die für interkaliertes Ethidium typi-

sche, breite, schwach negative Bande zwischen 300 und 400 nm beobacht-

bar.[271] 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 
 
Abb. 3-25: CD-Spektren von 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 
 

 

3.3.2 Zusammenfassung 
 
Es konnte gezeigt werden, dass über eine Distanz von zwei Basenpaaren im 

System Ethidium-Deazaguanin jede Basenfehlpaarung bzw. die abasiche Stelle 

als repräsentativer DNA-Schaden zuverlässig mittels Fluoreszenzdetektion nach-

gewiesen werden kann. Es lässt sich feststellen, dass der Ladungstransfer im 

System Ethidum-Deazaguanin allerdings nur über zwei Basenpaare ausreichend 

effizient zu sein scheint, um die konformationellen Einflüsse der Basenfehlpaa-

rungen zu reflektieren. Die angestrebte Untersuchung eines gesamten Codons 

innerhalb dieses Assays ist daher leider nicht möglich. Dies wurde beispielhaft an 

zwei wichtigen Mutationen des p53-Gens versucht. Mögliche Alternativen wären 

zum einen die Verwendung eines stärkeren Lochakzeptors oder zum anderen die 

Modifizierung des Ethidiumnukleosids, um einen besseren Ladungsdonor zu er-

halten. Beides könnte zu einem effizienteren Ladungstransfer führen und die ge-

wünschte Untersuchung über drei Basenpaare ermöglichen.  
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3.4 Einfluß der Linkerlänge des Ethidium-Nukleosids auf die   

spektroskopischen Eigenschaften  

 
Wie im vorigen Abschnitt festgestellt wurde ist das Ethidiumbasensurrogat sehr 

rigide. Deswegen wurde versucht alternativ zu 1 ein Ethidiumbasensurrogat über 

einen Threioninollinker 12 in Oligonukleotide eingebaut. 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 3-26: Unterschiedliche Verknüpfungen des Ethidiums mit dem 2´-Desoxyribose-
phosphatrückgrat der DNA: (4) über die 2´-Desoxyribose, (1) über einen Aminopropandi-
ollinker oder (12) über einen D-Threoninollinker. 
 
 
Analog zur 2´-Desoxyribose sind in D-Threoninol die primäre und sekundäre 

Hydroxygruppe über drei Kohlenstoffatome miteinander verknüpft (s. Abb. 3-26). 

Im Gegensatz dazu sind in dem bisher verwendeten Aminopropandiollinker die 

beiden Hydroxygruppen durch zwei Kohlenstoffatome voneinander getrennt, was 

eventuell zur Versteifung der DNA-Konformation im Bereich des Ethidiumchro-

mophors beiträgt. Durch Verwendung des D-Threoninols als azyklischen Linker 

für die Inkorporation des Ethidiumchromophors erhofft man sich eine etwas er-
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höhte Flexibilität in der DNA und dadurch eine verbesserte Interkalation. Mögli-

cherweise ergäben sich daraus verbesserte Ladungsdonoreigenschaften, da die 

Umorientierung des photoangeregten Ethidiums in diesem System durch mehr 

konformationelle Freiheit erleichtert sein könnte. Der Einfluß der Linkerlänge auf 

die Emissionseigenschaften des Ethidiums soll im Folgenden untersucht werden.  

 

 

3.4.1 Synthese von Ethidummodifizierten Oligonukleotiden 
 

Dazu wurde zunächst der DNA-Baustein 16 (s. Abb. 3-27) in Analogie zur bereits 

beschriebenen Synthese des Ethidium-Phosphoramidits 11 (s. Abb. 3-4) herge-

stellt. Die Umsetzung des Iodids 6 mit dem Threoninollinker 19 verläuft in Di-

methylformamid unter Zusatz von DIPEA und man erhält das Ethidiumnukleosid 

13. Im nächsten Schritt werden die Alloc-Schutzgruppen durch Trifluorace-

tylgruppen ausgetauscht und man erhält das Ethidiumnukleosid 15. Die Umset-

zung zum Phosphoramidit 16 erfolgt unter Standardbedingungen. 
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Abb. 3-27: Syntheseschema des DNA-Bausteins 16: (a) 19, DIPEA, DMF, RT, 10 d, 89 

%; (b) Bu3SnH, [Pd(Ph3)]4, PPh3, DCM/H2O 300:1, RT, 90 min, quant.; (c) (CF3CO)2O, 

DCM/Pyridin 5:1, 0°C, 10 min, RT, 10 min, 93 %; (d) 2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlo-

rophosphoramidit, DIPEA, DCM, RT, 45 min. 
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Die Synthese des Threoninollinkers 19 erfolgt analog zur Herstellung des Ami-

nopropandiollinkers 7[18, 19, 266] (s. Abb. 3-28). Ausgehend von kommerziell erhält-

lichen (2S,3S)-2-Amino-butan-1,3-diol (D-Threoninol) lässt sich diese Verbindung 

in drei Syntheseschritten in guten Ausbeuten erhalten. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Abb. 3-28: Synthese des Threoninollinkers 19: (a) CF3COOCH3, RT, 18 h, 89 %; (b) 

DMTCl, Pyridin, RT, 66 h, 65 %; (c) MeOH/NH3aq conz./THF 2:2:1, RT, 3 d, 86 %. 

 

 

Zunächst wird die sekundäre Aminofunktion im D-Threoninol als Trifluoracetamid 

17 geschützt und anschließend die primäre Hydroxyfunktion von 17 mit der Di-

methoxytritylgruppe versehen. Eine Tritylierung der sekundären Hydroxygruppe 

wird unter den milden Reaktionsbedingungen nicht beobachtet. Die sekundäre 

Aminfunktion von 18 lässt sich unter basischen Bedingungen wieder freisetzen 

und man erhält den Aminobutandiiollinker 19 in sehr guten Ausbeuten.  

Das Ethidium-Phosphoramidit 16 wird in Acetonitril gelöst und in den DNA-

Synthesizer eingebracht. Es wird das gleiche modifizierte Kupplungsprotokoll wie 

für den Ethidiumbaustein 11 verwendet. Der Tritylmonitor zeigt den erfolgreichen 

Einbau des Phosphoramidits 16 (s. Abb. 3-29).  
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Abb. 3-29: Tritylmonitor der Synthese von Ethidium-modifizierter DNA F28. 

 

Die Aufarbeitung der Oligonukleotide und Reinigung wurde analog zu den ethidi-

ummodifizierten Oligonukleotiden E1-E27 durchgeführt. Allerdings zeigten die 

HPLC-Spektren nach der Abspaltung vom festen Träger, dass hauptsächlich Ab-

brucholigonukleotide ohne E-Modifikation entstanden sind (s. Abb. 3-30). Das 

Nebenprodukt mit einer Retentionszeit von ca. ~ 32-33 min trat bei allen Synthe-

sen der Oligonukleotidsequenzen F28 und F29 in variabler Intensität auf. Dieses 

Nebenprodukt weist eine Massendifferenz ΔM von ca. ~ + 90-100 g/mol (MALDI-

TOF-MS) auf. Möglicherweise hat hier eine zweifache Acetylierung während des 

Capping-Schrittes der DNA-Festphasensynthese stattgefunden. Da die Ace-

tylgruppe gegen die Aufarbeitungsbedingungen, die für die modifizierte DNA ver-

wendet werden, stabil ist,  sind hier eventuell acetylierte Oligonukleotide entstan-

den. Denkbar ist eine Acetylierung nur, wenn die Trifluoracetylschutzgruppen an 

den beiden exocyclischen Aminogruppen des Phenanthridins bzw. an der sekun-

dären Aminofunktion in der Linkereinheit vor bzw. während der DNA-Synthese 

abgespalten worden sind. Allerdings konnten solche Zersetzungsprodukte weder 

vor noch nach der Umsetzung zum Phosphoramidit 16 nachgewiesen werden 

(ESI-MS). 
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Abb. 3-30: HPLC-Spektrum des ethidiummodifizierten Stranges F28 vor der präparati-

ven Reinigung. 

 

Die Sequenz der Oligonukleotide wurde analog zu den bereits untersuchten ethi-

diummodifizierten Strängen E15 und E17 gewählt. Dadurch lassen sich die 

spekroskopischen Eigenschaften der beiden Ethidiumnukleosidanaloga direkt 

miteinander vergleichen und der Einfluß der unterschiedlichen Linkerlänge kann 

untersucht werden.  
 
 
F28 5´-TGC-ATG-CAG-TFA-CTG-AC-3´ 

C26 3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

F29 5´-CAT-GCA-GTC-TFA-CTG-AC-3´ 

C28 3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 

N
NH2

H2N

NH

OH

HO

 
F:  

F28 
260 nm 

F28 
Ex: 530 nm 
Em: 580 nm 

F28 

F28 

Abbruchprodukt 

Nebenprodukt 



3 Ethidiummodifizierte Oligonukleotide 

91 

3.4.2  Spektroskopische Untersuchungen der ethidiummodifizierten DNA 
 
In den Absorptionspektren aller Duplexe lässt sich ein Absorptionsmaximum bei 

λ~530 nm beobachten, was charakteristisch für interkaliertes Ethidium ist (s. Abb. 

3-31).[18, 268-270] Die deutlich geringere optische Dichte bei 530 nm des Duplexes 

F29/C28 konnte bisher nicht erklärt werden. Daher sind alle folgenden Experi-

mente als vorläufig zu betrachten. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 3-31: Absorptionsspektren von DNA 2.5µM, in 10 mM NaPi (pH 7).  

 

Bei Anregung mit λ = 530 nm zeigen beide Duplexe F28/C26 und F29/C28 ein 

Emissionsmaximum bei λ ~ 628 nm, was typisch für interkaliertes Ethidium ist (s. 

Abb. 3-32).[268-270] Die Fluoreszenzintensitäten sind korrigiert angegeben um eine 

Vergleichbarkeit der Daten zu ermöglichen. Alle Duplexe zeigen innerhalb des 

experimentellen Fehlers ähnliche Emissionen. Besonders wichtig ist hervorzuhe-

ben, dass der längere Threoninollinker scheinbar keinen Einfluss auf die Fluores-

zenzeigenschaften des Ethidiumchromophors hat. 
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Abb. 3-32: Emissionsspektren (λexc = 530 nm) von DNA, 2.5µM, in 10 mM NaPi (pH 7).  

 

 

Um die DNA-Struktur der Duplexe F28/C26 und F29/C28 zu untersuchen, wur-

den Schmelztemperaturen und CD-Spektren aufgenommen. Die CD-Spektren 

der beiden Duplexe F28/C26 und F29/C28 ähneln stark denen der Duplexe 

E15/C26 und E17/C28 (s. Abb. 3-33). Alle Duplexe zeigen, das für die B-DNA-

Konformation typische Spektrum sowie eine breite, schwach negative Bande zwi-

schen 300 und 400 nm, die für interkaliertes Ethidium kennzeichnend ist.[271] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 3-33: CD-Spektren von 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 
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Es fällt auf dass die Schmelztemperaturen der Duplexe F28/C26 und F29/C28 

um vier bis fünf Grad niedriger sind als die korrespondierenden Duplexe E15/C26 

und E17/C28 (s. Tab. 3-6). 
 
Tabelle 3-6: Schmelztemperaturen der Duplexe E15/C26, E17/C28 und F28/C26, 
F29/C28, 2.2 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  

 

 

DNA Smp (260 nm) 

[°C] 

E15/C26 66 

E17/C28 64 

F28/C26 62 

F29/C28 59 
 

 

3.4.3 Zusammenfassung 
 
Ein Syntheseprotokoll wurde ausgearbeitet, dass es ermöglicht, das Ethidium als 

Basensurrogat über eine längere Linkereinheit in Oligonukleotide zu inkorporie-

ren. In noch vorläufigen optisch-spektroskopischen Experimenten wurde gezeigt, 

dass die Verwendung des Threoninollinkers keine Veränderung der Fluoreszenz-

eigenschaften des Ethidiumchromophors zeigt. Es ist keine höhere Fluoreszenz-

intensität zu beobachten. Die thermische Stabilität der modifizierten Duplexe hat 

abgenommen. Bei einer ausgedehnteren Interkalation wäre aufgrund stärkerer π-

π-Wechselwirkungen des Ethidiums mit den Nachbarbasen eine höhere 

Schmelztemperatur zu erwarten gewesen. 
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4 PydG-modifizierte Oligonukleotide 
 

Pyrene und Pyrenchromophore eignen sich als photochemische Sonden zur Un-

tersuchung von Ladungstransferprozessen, da Pyren und eine Vielzahl von Deri-

vaten spektroskopisch gut charakterisiert sind. In den vergangenen Jahren ist 

eine Reihe von pyrenmodifizierter Nukleoside veröffentlicht worden, u. a. die C-

Nukleoside von Kool et al.[279-282], Woski et al.[283], Berlin et al. [51] und Pedersen 

et al.[284], sowie die pyrenmodifizierten Uracilderivate von Netzel et al.[50, 285] und 

Pedersen et al. [284, 286]. Eine Übersicht einiger wichtiger, repräsentativ ausge-

wählter pyrenhaltiger Nukleoside gibt Abb. 4-1. 

In  Experimenten von Netzel et al. konnte gezeigt werden, dass die Löschung der 

Fluoreszenz des photoangeregten Zustands des Pyrens in Abhängigkeit der be-

nachbarten Basen durch reduktiven oder oxidativen Lochtransfer erfolgen 

kann.[285] Durch zeitaufgelöste spektroskopische Untersuchungen an 5´-(1-

Pyrenyl)-2´-Desoxyuridin (PydU) und 5-(1-Pyrenoyl)-2´-desoxyuridin (s. Abb. 4-1) 

konnten Netzel et al. zeigen, dass hier ein reduktiver Ladungstransfer im ns-

Bereich stattfindet.[50] 
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Abb. 4-1: Übersicht verschiedener pyrenhaltige Nukleoside und Pyrenbasensurrogate. 

 

Für 8-(1-Pyrenyl)-2´-Desoxyguanosin (PydG, 2) kann auf der Grundlage der 

Rehm-Weller-Gleichung mit den Redoxpotentialen für Py / Py •- (Ered = -1.9 V)[287] 

und für dG • +/ dG  (Eox = +1.3 V)[31]  und unter Berücksichtigung von E00  = 3.25 V 

für Py∗[50] eine maximale Triebkraft ΔG von -0.1 eV für den oxidativen Lochtrans-

fer vorausgesagt werden.[47] In ps-zeitaufgelösten Experimenten von Shafirovich 

et al.[165, 288] an strukturell ähnlichen Benzo[a]pyrenyl-2´-desoxyguanosin-
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Woski et al.  
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Derivaten konnte der oxidative Ladungstransfer auch experimentell bestätigt 

werden. 

 

 

 

 

 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-2: Oxidativer Lochtransfer in PydG (2). 

 

Durch Arbeiten in unserer Arbeitsgruppe konnte gezeigt werden, dass ein intra-

molekularer Lochtransfer in PydG unter Bildung der ladungsgetrennten Spezies 

Py•--dG•+ erfolgt und dass dieser Lochtransfer abhängig ist vom pH-Wert. [35] 

Um die Ladungstransferprozesse in der DNA, die durch Lochinjektion von PydG 

ausgelöst werden können, zu untersuchen soll 8-(1-Pyrenyl)-2´-Desoxyguanosin 

(PydG, 2), mittels Standard-DNA-Festphasensynthese kovalent in Oligonukleoti-

de eingebaut werden. Das pyrenmodifizierte Nukleosid ist gut zugänglich über 

eine Suzuki-Miyaura-Kreuzkupplungsreaktion. [47] 
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4.1 Synthese von PydG (2) 
 

Die Anknüpfung des Pyrenrestes an die 8-Position von 2´-Desoxyguanosin er-

folgt über die Suzuki-Miyaura-Kreuzkupplungsreaktion von 8-Brom-2´-

desoxyguanosin (22) mit 1-Pyrenylboronsäure (21).[49] 8-Brom-2´-desoxy-

guanosin (23) lässt sich durch Bromierung von 2´-Desoxyguanosin in guten Aus-

beuten mit NBS in Wasser bei neutralem pH-Wert erhalten und ist in der Literatur 

beschrieben.[289] 

Ausgehend von kommerziell erhältlichem Pyren, lässt sich 1-Brompyren (20) 

durch selektive Bromierung an der 1-Position des Pyrens mit CuBr2 erhalten.[290] 

Anschließend wird 1-Brompyren (20) durch Brom-Lithium-Austausch und an-

schließende Umsetzung mit Borsäuretrimethylester in 1-Pyrenylboronsäure[291, 

292] (22) in guten Ausbeuten überführt. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-3: Synthese von PydG (2): (a) CuBr2, (PhCl), 100°C, 2 h, 75 %; (b) 1. BuLi, 0°C, 

30 min, 2. B(OCH3)3, -78°C, 48 h, 3. HCl, H2O, (1-3: als LM Et2O) 75 %; (c) Pd(PPh3)4, 

NaOH, (THF/MeOH/H2O), 60°C, 20 h, 58 %. 
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4.2 Spektroskopische Untersuchung von PydG (2) 
 
Aufgrund von optisch-spektroskopischen Vorexperimenten mit PydG und der 

strukturellen Analogie zu Benzpyren-dG-Addukten, die von Shafirovich et al. [165, 

288] intensiv studiert wurden, ist zu erwarten, dass 8-(1-Pyrenyl)-2´-Desoxy-

guanosin (PydG, 2) als photochemische Sonde zur Untersuchung des oxidativen 

Lochtransfers geeignet ist.[31, 47, 49, 152] Die Photoanregung der Pyren-Einheit führt 

zur sehr schnellen Bildung einer ladungsgetrennten Spezies Py •-−dG •+. Die 

Triebkraft für diesen Prozess lässt sich aus den Redoxpotentialen für Py / Py •- 

(Ered = -1.9 V)[287] und für dG • +/ dG (Eox = +1.3 V)[31] auf der Grundlage der 

Rehm-Weller-Gleichung unter Berücksichtigung von E00 = 3.25 V für Py∗[50] ab-

schätzen. Es ergibt sich eine maximale Triebkraft ΔG von -0.1 eV.[47] 

Mit  Hilfe der Cyclovoltammetrie wurde das tatsächliche Redoxpotential von 

PydG (2) in DMF bestimmt. Da in dem verwendeten Meßaufbau keine geeichte 

Referenzelektrode verwendet wurde, wurde das gemessene Redoxpotential mit 

dem gängigen Standard Ferrocen (Fc) geeicht.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-4: Cyclovoltamogramm von PydG in DMF, v = 250 mV/s, Leitsalz TBAH. 
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Redoxpotential von PydG gegenüber der Normal-Wasserstoffelektrode abschät-

zen (s. unter Kapitel 6). Man erhält dann ein Redoxpotential von Ered = -2.1 V (vs 

NHE) für Py−dG /Py •-−dG • +. Nach der Rehm-Weller-Gleichung lässt sich dann 

ΔG mit - 0.15 eV bestimmen.[293] Dieser Wert stimmt gut mit dem aus der Literatur 

bekannten Wert überein. Um die Bildung des Radikalanions Py • - zu verfolgen, 

wurde eine spektroelektrochemische Messung durchgeführt (s. Abb. 4-5). Die 

Intensität der Absorptionsbande bei ca. 340 nm, die dem Pyren zuzuordnen ist,  

nimmt mit zunehmendem Potential ab. Es kommt zur Bildung einer neuen Bande 

bei ca. 470 nm, die dem Pyrenradikalanion Py • - entspricht. Bei weiterer Erhö-

hung des Potenzials wächst bei ca. 518 nm eine neue Bande, die dem Exciplex 

Py •-−dG • + zugeschrieben werden kann, an. Der Exciplex liegt aufgrund der sehr 

starken elektronischen Kopplung zwischen Pyren und Guanosin über eine C-C-

Einfachbindung vor.  

Am Ende der Messung wird am Schluss noch einmal ein Spektrum ohne Potenti-

al gemessen. Im Idealfall sollte dann das Ausgangsspektrum wieder erhalten 

werden, d. h. die elektrochemische Reduktion ist reversibel, was bei der CV der 

Fall war (s. Abb. 4-4).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 4-5: Reduktion von PydG in DMF. *Das Potential wird sukzessive auf ca. 2.1 V 

(kein absoluter Wert) erhöht. 
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Allerdings lässt sich hier das Ausgangsspektrum nicht mehr erzeugen (s. Abb. 4-

5). Es scheint hier eine chemisch irreversible Umwandlung des Moleküls stattge-

funden zu haben. Dies ist vermutlich darauf zurückzuführen, da sich die spektro-

elektrochemische Messung über einen deutlich längeren Zeitraum erstreckt und 

die Reversibilität des Redoxvorgangs stark abhängig von der Vorschubge-

schwindigkeit v sein kann, d. h. von der Geschwindigkeit mit der das Potential 

verändert wird. Eine derartige irreversible Redoxchemie wird bei Nukleosiden oft 

beobachtet[72] Abschließend lässt sich aufgrund der spektroelektrochemischen 

Messung feststellen, dass PydG als photoinduzierbarer Lochdonor über dG • + in 

die DNA geeignet ist. 
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4.3 Synthese und Charakterisierung der PydG-modifizierten  

Oligonukleotide 
 

Um PydG in der automatisierten DNA-Festphasensynthese einsetzen zu können, 

muss zunächst die exozyclische Aminofunktion in der 2-Position des Guanins als 

Amidin geschützt werden. Anschließend werden dann die 5´-OH-Funktion der 2´-

Desoxyribose von 23 mit der 4,4´-Dimethoxytritylschutzgruppe und die 3´-OH-

Funktion von 24 mit der ß-Cyanoethyl-N,N-diisopropyl-phosphoramiditgruppe 

versehen (s. Abb. 4-6).[293] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-6: Synthese des Phosphoramidits von PydG (25):  

(a ) : (CH3)2NCH(OCH3)2, (MeOH), RT, 18 h (quant.), (b). DMT-Cl, NEt3, (Pyridin), RT, 36 

h, (66 %), (c) (iPr2N)P(OCH2CH2CN)(Cl), (DCM), RT, 45 min, (quant.). 

 

Das Phosphoramidit 25 wird in DCM gelöst und in den DNA-Synthesizer einge-

bracht. Um einen effizienteren Einbau zu erreichen, wurde ein modifiziertes 

Kupplungsprotokolls mit einer längeren Kupplungszeit (15 min anstatt 1.5 min) 

verwendet (s. Abb. 4-7). 
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Abb. 4-7: Tritylmonitor der Synthese von PydG-modifizierter DNA P1. 

 

Die Abspaltung und Aufarbeitung erfolgt nach Standardprotokoll. Die Aufreini-

gung der Oligonukleotide wurde mittels RP-HPLC durchgeführt, wobei die Ab-

sorption bei 340 nm, was der Absorption des Pyrenchromophors entspricht,  zur 

Detektion verwendet wurde.  

 

4.3.1 PydG als Hybridisierungssonde  
 
Die PydG-enthaltenden Oligonukleotidsequenzen P1-P4 tragen die Modifikation 

in der Mitte des Stranges, um die Einbindung des PydG in einen stabilen Duplex-

bereich zu ermöglichen. In den folgenden DNA-Sequenzen wird die Nachbarba-

senumgebung des artifiziellen Nukleotids variiert. Als Gegenbase wird C  ver-

wendet, um im Idealfall die Ausbildung einer regulären Watson-Crick-Basen-

paarung zu ermöglichen. 

 
P1 5´-GCA-GTC-TGP-GTC-ACT-GA-3´     

C1 3´-CGT-CAG-ACC-CAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C2 3´-CGT-CAG-ATC-TAG-TGA-CT-5´ 

 

 

P

 
P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C3 3´-CGT-CAG-AAC-AAG-TGA-CT-5´ 

 
P4 5´-GCA-GTC-TCP-CTC-ACT-GA-3´  

C4 3´-CGT-CAG-AGC-GAG-TGA-CT-5´ 

 

      P = PydG 
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Allerdings ist aufgrund von NMR-Untersuchungen (NOESY an 2) bekannt, dass 

PydG wegen der sterisch anspruchsvollen Pyreneinheit in die syn-Konformation 

gezwungen wird.[47] Daher ist eine lokale Störung der DNA-Duplex-Struktur zu 

erwarten, da der Pyrenrest vermutlich partiell in den Basenstapel interkaliert ist.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-8: Modell eines mit PydG-modifizierten Duplexes.  

 

Diese Struktureinflüsse wurden  spektroskopisch untersucht. Die Absorptions-

spektren der PydG-modifizierten Einzelstränge P1-P4 weisen ein für das Py-

renchromophor charakteristisches Absorptionsmaximum bei λ = 350 nm auf (s. 

Abb. 4-9). Die Duplexe P1/C1-P4/C4 hingegen zeigen eine um ca. 20 nm 

bathochrom verschobene Absorptionsbande, was auf eine starke Wechselwir-

kung des Pyrens mit den Nachbarbasen innerhalb des Basenstapels hindeutet. 

Bemerkenswert ist, dass alle vier Duplexe  ein gleichartiges Absorptionsverhalten 

im Pyrenbereich zeigen. Das Maximum liegt bei 370 nm und ist unabhängig von 

der unmittelbaren Umgebung des PydG. 
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Abb. 4-9: Absorptionsspektrum von 5 µM Einzelstrang und Duplex in 10 mM NaPi (pH 

7).  

Um das unterschiedliche Absorptionsverhalten von PydG-modifizierten Einzel- 

und Doppelsträngen zu untersuchen wurden temperaturabhängige Absorptions-

spektren der Duplexe aufgezeichnet. Alle vier Duplexe P1/C1-P4/C4 weisen ein 

ähnliches Absorptionsverhalten in Abhängigkeit der Temperatur auf. Stellvertre-

tend ist hier das Spektrum von Duplex P2/C2 dargestellt (s. Abb. 4-10). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Abb. 4-10: Temperaturabhängige Absorption des Duplex P2/C2, 5 µM DNA in 10 mM 

NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  
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Mit zunehmender Temperatur ergibt sich eine hypsochrome Verschiebung von 

370 nm nach 350 nm, was dann mit der Absorption des PydG-modifizierten Ein-

zelstrangs übereinstimmt.  Bemerkenswert ist, dass die Absorptionskurven einen 

isosbestischen Punkt bei ca. 360 nm aufweisen, woraus man auf einen konzer-

tierten Übergang von Duplex-DNA zu Einzelsträngen schließen kann.  Diese De-

hybridisierung findet zwischen 50 bis 60 °C statt, was gut mit der Schmelztempe-

ratur der DNA korreliert. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
Abb. 4-11: Schmelzkurven der Duplexe P1/C1-P4/C4 bei 350 nm (    ) und 370 nm (    ), 

5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  

 

 

Die „Schmelztemperatur“ bei 350 und 370 nm, die sich aus den Kurven ermitteln 

lässt (s. Abb. 4-11) stimmt sehr gut mit der bei 260 nm bestimmten Schmelztem-

peratur der Duplexe überein (s. Tab. 4-1). 
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Tabelle 4-1: Schmelztemperaturen der Duplexe P1/C1-P4/C4 bei 260, 350 und 370 nm, 

2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  

 

Duplex Smp (260 nm) 

[°C] 

Smp (350 nm) 

[°C] 

Smp (370 nm) 

[°C] 

P1/C1 63 66 64 

P2/C2 58 57 57 

P3/C3 52 54 54 

P4/C4 59 60 61 

 

Um den Einfluss der Gegenbase auf die PydG-Einheit zu untersuchen, wurden 

folgende Duplexe mit den PydG-modifizierten Oligonukleotiden P2 und P3 herge-

stellt und mit P2/C2 und P3/C3 verglichen: 
 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C5 3´-CGT-CAG-ATT-TAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C6 3´-CGT-CAG-ATA-TAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C7 3´-CGT-CAG-ATG-TAG-TGA-CT-5´ 

 

 

Es ergeben sich für die fehl gepaarten Duplexe P2/C5-P3/C10 ähnliche Schmelz-

temperaturen wie bei den richtig gepaarten Duplexen P2/C2 und P3/C3. Die Ge-

genbase scheint keinerlei Einfluss auf die thermische Stabilität der Duplexe zu 

haben, was dafür spricht, dass sich die Guanineinheit des PydG und evtl. die 

entsprechende Gegenbase in einer extrahelikalen Position befinden (s. Abb. 4-8). 

Folglich sind keine Watson-Crick-Brücken im Basenpaar PydG   C mehr möglich.  

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C8 3´-CGT-CAG-AAT-AAG-TGA-CT-5´ 

 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C9 3´-CGT-CAG-AAA-AAG-TGA-CT-5´ 

 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C10 3´-CGT-CAG-AAG-AAG-TGA-CT-5´ 
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Um den Einfluss der PydG-Einheit auf die Duplexstabilität näher zu untersuchen, 

wurden Referenzduplexe G1/C11 und G2/C12 hergestellt, bei denen statt  PydG 

(wie in P5/C11 und P6/C12) ein G eingebaut wurde.  

 

 
P5 5´-GCA-TCT-CPT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
P6 5´-GCA-TCT-GPA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 

Die Schmelztemperaturen der Duplexe P5/C11 und P6/C12 sind gegenüber de-

nen der Referenzduplexe G1/C12 und G2/C12 um 10 bzw. 14 °C erniedrigt (s. 

Tab. 4-2). Die Einführung der PydG-Einheit führt also zu einer drastischen Ab-

nahme der thermischen Stabilität des DNA-Duplexes. Dies lässt sich nur durch 

eine deutliche strukturelle Störung des DNA-Duplexes durch PydG erklären. 
 
Tabelle 4-2: Schmelztemperaturen der fehl gepaarten Duplexe P2/C5 - P3/C10, richtig 

gepaarten Duplexe P5/C11 und P6/C12 und Referenzduplexe G1/C11 und G2/C12 ,2.5 

µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7), 250 mM NaCl.  

 

fehlgepaarter 

Duplex 

Smp 

[°C] 

richtig gepaarter 

Duplex 

Smp 

[°C] 

Referenz-

Duplex 

Smp 

[°C] 

P2/C5 57 P2/C2 58   

P2/C6 56 P5/C11 51 G1/C11 65 

P2/C7 60 P6/C12 55 G2/C12 65 

P3/C8 53 P3/C3 52   

P3/C9 53     

P3/C10 56     

 

G1 5´-GCA-TCT-CGT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
G2 5´-GCA-TCT-GGA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 
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Um den Einfluss der Nachbarbasen sowie der Gegenbase auf die Emissionsei-

genschaften des Pyrenchromophors zu untersuchen, wurden Fluoreszenzspekt-

ren aufgenommen. 

 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

Abb. 4-12: Emissionsspektren (λexc = 360 nm) von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 

Alle vier PydG-modifizierten Duplexe P1/C1–P4/C4 zeigen wie erwartet eine brei-

te unstrukturierte Fluoreszenzbande, was typisch für einen Exciplex ist.[47, 294, 295] 

Die Bildung des Exciplexes konnte in der spektroelektrochemischen Messung 

gezeigt werden (s. unter 4.2, Abb. 4-5). Die unterschiedlichen Fluoreszenzintensi-

täten können prinzipiell auf verschieden starke Stabilisierung des Exciplexes oder 

auf Ladungstransferprozesse zu den Nachbarbasen zurückgeführt werden. In 

den beiden Duplexen mit der geringsten Emission, P1/C1 und P4/C4,  befindet 

sich die PydG-Einheit in einer GC-Umgebung, so dass ein oxidativer Lochtransfer 

auf ein direkt benachbartes G im gleichen bzw. im Gegenstrang wahrscheinlich 

ist (s. Abb. 4-12).  

Die Absorptionsspektren sowie Fluoreszenzspektren der fehl gepaarten Duplexe 

P2/C5 - P3/C10 (s. Abb. 4-13, 4-14 und 4-15) unterscheiden sich nicht signifikant 

von denen der richtig gepaarten Duplexen P2/C2 und P3/C3 mit C als Gegenba-

se für PydG. Die Fluoreszenzintensitäten der fehl gepaarten Duplexe stimmen 

mit denen der richtig gepaarten Duplexe überein, was zeigt, dass die Gegenbase 

keinen Einfluss auf die Emission des PydG-Chromophors hat.  
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Es scheinen somit keine Watson-Crick-Brücken zwischen PydG und der Gegen-

base vorzuliegen. Diese These wird gestützt von den Schmelzpunkten der fehl 

gepaarten Duplexen, die im gleichen Bereich wie die der richtig gepaarten Duple-

xe liegen.  
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-13: Absorptionsspektrum von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
Abb. 4-14: Absorptionsspektrum von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7).  
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Abb. 4-15: Emissionsspektren (λexc = 360 nm) von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 

Es wurden Fluoreszenzspektren der Duplexe P1/C1-P4/C4 mit Anregungswellen-

längen zwischen 350-410 nm aufgenommen. Bei allen Anregungswellenlängen 

ist die Emission des Duplexes gegenüber dem Einzelstrang deutlich erhöht. Um 

diese Fluoreszenzunterschiede  besser zu verdeutlichen, wurden die relativen 

Fluoreszenzintensitäten als Verhältnis der integrierten Emission des Duplexes  zu 

dem des Einzelstranges aufgetragen (s. Abb. 4-16). Bei Anregungswellenlängen 

zwischen 390-410 nm ist der Quotient am größten, bis zu ca. 23 für P2/C2 bei 

λexc = 410 nm. In diesem Bereich sind die optischen Dichten der Duplexe gegen-

über denen der Einzelstränge größer, wodurch eine relativ selektive Anregung 

der Duplexe ermöglicht wird.  

Repräsentativ wurden die Quantenausbeuten (Φ) für die beiden Duplexe P3/C3 

und P4/C4 sowie für die Einzelstränge P3 und P4 bei λexc = 360 nm ermittelt. 

Man erhielt für den Duplex P3/C3 für Φds-DNA/Φss-DNA = 0.34/0.11 und für den 

Duplex P4/C4 für Φds-DNA/Φss-DNA = 0.25/0.08. Somit ergibt sich für Φds-DNA/Φss-DNA 

ein Wert von ca. 3, was gut mit den relativen Fluoreszenzintensitäten (s. Abb. 4-

16) übereinstimmt. 
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Abb. 4-16: Relative Fluoreszenzintensität I int (Duplex zu Einzelstrang) von P1/C1-P4/C4 

unterschiedlichen Anregungswellenlängen, 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 

Um näher zu untersuchen, ob das artifizielle PydG-Nukleotid eine signifikante 

Störung der DNA-Konformation verursacht, wurden CD-Spektren der richtig ge-

paarten Duplexe P1/C1-P4/C4 sowie fehl gepaarten Duplexe P2/C5-P3/C10 auf-

genommen (s. Abb. 4-17).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-17: CD-Spektren von 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 
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Alle Duplexe weisen den für B-DNA typischen Verlauf zwischen 200-300 nm mit 

einem Nulldurchgang bei ca. 260 nm auf. Zusätzlich zu diesen Signalen tritt bei 

allen Duplexen, außer P3/C3-P3/C10, eine scharfe negative Bande bei ca. 300 

nm auf, die auf eine interkalierte Pyreneinheit hindeutet. Am intensivsten ist die 

negative Bande bei den Duplexen P1/C1 und P2/C2-P2/C7 zu beobachten. Hier 

befinden sich Pyrimidinbasen gegenüber der PydG-Einheit. Durch den geringe-

ren sterischen Anspruch der Nukleobasen C und T im Gegensatz zu den Purin-

basen kommt es vermutlich zu einer stärkeren Interkalation des Pyrens. Bei den 

Duplexen P4/C4, P3/C3 und P3/C8 ist zumindest ein schwaches negatives Sig-

nal bei ca. 300 nm zu sehen, wohingegen bei P3/C9 und P3/C10 in diesem Be-

reich kein scharfes Signal beobachten wird. In den beiden Duplexen P3/C9 und 

P3/C10 befindet sich eine Purinbase gegenüber des PydG-Nukleotids, welche 

wahrscheinlich mit der Interkalation des Pyrens konkurriert. Insgesamt zeigen die 

CD-Spektren, dass durch das artifizielle Nukleotid die Duplex-Struktur nur lokal 

gestört wird und das Pyren in den Basenstapel zumindest partiell interkaliert ist. 

Die CD-Spektren der fehl gepaarten und richtig gepaarten Stränge zeigen ähnli-

che Kurvenverläufe, da die entsprechende Gegenbase sich vermutlich in einer 

extrahelikalen Position befindet und somit keinerlei signifikanten strukturellen Ein-

fluss auf die unmittelbare Umgebung des PydG-Nukleotids im Duplex nimmt. 

 

4.3.2 Untersuchungen zum oxidativen Ladungstransfer im System PydG-
Deazaguanin 

 
 
Wie in der spektroelektrochemischen Messung (s. Kapitel 4.2, Abb.4-5) gezeigt, 

ist PydG (2) als photochemisch anregbarer Lochdonor[31, 35] in DNA geeignet. Als 

Ladungs-akzeptor wurde 7-Deazaguanin (Z) eingesetzt, da es ein niedrigeres 

Oxidationspotenzial als Guanin besitzt. Das Oxidationspotential von Z beträgt 1.0 

V.[30] Dadurch sollte die Triebkraft für den oxidativen Lochtransfer gegenüber G 

um 0.3 eV erhöht sein. Es wurden PydG-modifizierte Oligonukleotidsequenzen 

P10-P12 hergestellt, bei denen sich das Deazaguanin (Z) in einem Abstand von 

einem, zwei oder drei Basenpaaren vom Lochdonor PydG befindet. Die analogen 

Kontrollstränge P7-P9, bei denen an Stelle des Deazaguanins (Z) ein G einge-

baut wurde, wurden ebenfalls synthetisiert. Als Gegenbase wird das bereits be-
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schriebene Analogon der abasichen Stelle, der sog. dSpacer, eingesetzt. Dieses 

Analogon soll eine möglichst gute Interkalation der PydG-Einheit ermöglichen.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Die Absorptionsspektren der Duplexe P7/C13-P12/C15 (s. Abb. 4-18) zeigen wie 

erwartet die bathochrome Verschiebung von ca. 20 nm beim Übergang vom Ein-

zelstrang zum Duplex. Bei den Emissionspektren (s. Abb. 4-19) lässt sich nur 

beim Duplex P10/C13 eine geringe Fluoreszenzlöschung von ca.10-20% beo-

bachten. Hier befindet sich der Ladungsdonor PydG und der Ladungsakzeptor Z 

in einer kurzen Distanz mit einem dazwischenliegenden Basenpaar. Die beiden 

anderen Duplexe P11/C14 und P12/C15 mit Z zeigen kein deutlich verändertes 

Emissionsverhalten im Vergleich zu den Referenzduplexen  P8/C14 und P9/C15. 

Es lässt sich keine Fluoreszenzlöschung als Folge eines Ladungstransfers beo-

bachten. Offensichtlich reicht die elektronische Kopplung zwischen Z und PydG 

nicht aus, um einen effizienten Ladungstransfer über mehr als ein dazwischen 

liegendes Basenpaar zu beobachten. 
 
 
 
 
 
 
 

Z: Deazaguanin
S: dSpacer 

P7     5´-TGC-ATG-CAG-TPA-CTG-AC -3´  

C13   3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

P8     5´-GCA-TGC-AGT-TPA-CTG-AC -3´  

C14   3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

P9     5´-CAT-GCA-GTC-TPA-CTG-AC -3´  

C15   3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 
 
 

P10   5´-TGC-ATG-CAZ-TPA-CTG-AC -3´  

C13   3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

P11    5´-GCA-TGC-AZT-TPA-CTG-AC -3´  

C14    3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

P12    5´-CAT-GCA-ZTC-TPA-CTG-AC -3´  

C15    3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 
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Abb. 4-18: Absorptionsspektrum von 5 µM Duplex in 10 mM NaPi (pH 7).  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Abb. 4-19: Emissionsspektren (λexc = 360 nm) von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 
 
 

400 450 500 550 600 650
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0

 
 
 
 
 
 

P7/C13 
P8/C14 
P9/C15 
P10/C13 
P11/C14 
P12/C15 

λ [nm] 

K
or

rig
ie

rte
 F

lu
or

es
ze

nz
 (n

or
m

ie
rt)

 

320 340 360 380 400 420 440
0.00

0.04

0.08

0.12

0.16

P7/C13 
P8/C14 
P9/C15 
P10/C13 
P11/C14 
P12/C15 
P7 
P8 
P9 
P10 
P11 
P12 

240 280 320 360 400 440
0.0

0.2

0.4

0.6

0.8

1.0

1.2

1.4

1.6

1.8

2.0
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

λ [nm] 

A
bs

or
pt

io
n 



4 PydG-modifizierte Oligonukleotide 

115 

4.3.3 Zusammenfassung der Ergebnisse 
 
Durch die unterschiedlichen Absorptions- und Emissionseigenschaften beim Ü-

bergang von einzel- zu doppelsträngiger DNA, stellt PydG eine interessante opti-

sche Sonde dar, mit der die DNA-Hybridisierung sowohl durch Absorptions- als 

auch  Fluoreszenzspektroskopie verfolgt werden kann. Da die Gegenbase 

scheinbar keinerlei strukturellen und elektronischen Einfluss auf die PydG-Einheit 

ausübt, kann PydG als universelle Base betrachtet werden, was für eine Applika-

tion als artifizielles Nukleotid und Hybridisierungssonde von Vorteil ist.  

Die Untersuchung des oxidativen Lochtransfers im System PydG-Z  über größere 

Distanz (> zwei Basenpaare) ist nicht möglich, da der Ladungstranfer zu wenig 

effizient ist. Hier muss ein geeigneter Akzeptor evtl. mit noch geringerem Oxidati-

onspotential zur Verfügung gestellt werden, wodurch die Triebkraft des Ladungs-

transfers erhöht sein sollte. In neueren Arbeiten der Arbeitsgruppe Wagenknecht 

et al.[296, 297] wurde Indol als Lochakzeptor eingesetzt. Hier konnte ein Ladungs-

transfer zwischen PydG und Indol beobachtet werden. Allerdings erwies sich die-

ses Donor-Akzeptor-System als nicht besonders sensitiv gegenüber Basenfehl-

paarungen wie das bereits vorgestellte Ethidium-Z-Assay (s. Abschnitt 3.3.1). Zur 

SNP-Detektion kann es daher nicht eingesetzt werden.  

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 



4 PydG-modifizierte Oligonukleotide 

116 

4.4 Vergleich PydG-modifizierter Oligonukleotide mit C8-

Arylamin-dG modifizierten Oligonukleotiden 

 
Es ist bekannt, dass poly- und monozyklische aromatische Amine nach metaboli-

scher Aktivierung im Körper kovalente Addukte mit den DNA-Basen bilden.[298-301] 

Im Besonderen an der C8-Position des 2´-Desoxyguanosins kommt es zur Reak-

tion mit den aromatischen Aminen.[301, 302] Es besteht daher ein Interesse die mu-

tagene Wirkung und die Struktur solcher DNA-Schäden näher zu untersuchen.  

Zahlreichen Studien zur Mutagenität von C8-Addukten von Guaninen beschäfti-

gen sich mit der durch die Substitution ausgelösten konformationellen Änderung 

in der DNA.[303-308] In Arbeiten von Gannett et al.[308] konnte gezeigt werden, dass 

der Einbau von C8-Phenylguanin in Oligonukleotide zu einer Bevorzugung der Z- 

gegegenüber der B-DNA-Konformation führt. Für 8-oxo-dG ist bekannt, dass es 

durch die vorliegende syn-Konformation zur Bildung eine Hoogsten-Basenpaares 

mit Adenin kommt.[309] Die Bevorzugung der syn-Konformation ist für C8-

substituierte Guanine bekannt. Als Folge dieser Basenpaarung mit A wird bei der 

Replikation das ursprüngliche G-C-Paar durch ein G-T-Paar ausgetauscht. Eine 

Mutation hat sich manifestiert.[304, 310-312]  

Inwieweit die hier hergestellten C8-Arylamin-dG Addukte zur Strukturänderung in 

der DNA führen und welchen Einfluss sie auf die Duplexstabilität haben, soll im 

daher näher untersucht werden. Der Einfluss der modifizierten Nukleoside, C8-

Arylamin-dG-Addukte und PydG, auf die Duplexstabilität soll miteinander vergli-

chen werden. 

 

4.4.1 Einbau von C8-Arylamin-dG in DNA 
 
Durch die Synthese von Oligonukleotiden die C8-Arylamin-dG Addukte enthalten, 

soll es ermöglicht werden ihren Einfluss auf die DNA-Struktur zu untersuchen. 

Sehr effiziente Synthesen zur Herstellung von C8-Arylamin-dG modifizierten Oli-

gonukleotiden wurde von C. Meier et al. [301, 302, 313, 314] vorgestellt. In einer Koope-

ration mit der Arbeitsgruppe C. Meier, an der Universität Hamburg, wurden die 

folgenden Oligonukleotidsequenzen synthetisiert.  
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C8-Aryl-dG-modifizierte DNA 
 
 
A30 5´-GCA-TCT-CAT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 

 
A31 5´-GCA-TCT-GAA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 

 
B32 5´-GCA-TCT-GBA-TCA-CTG-A-3´ 

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 
 
 

 

 

 

PydG-modifizierte DNA 

  

P5 5´-GCA-TCT-CPT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
P6 5´-GCA-TCT-GPA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 

 

Referenzduplexe 

 
G1 5´-GCA-TCT-CGT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
G2 5´-GCA-TCT-GGA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 
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Die C8-Arylamin-dG-Addukte A und B wurden als Phosphoramidite von Herrn N. 

Böge der Arbeitsgruppe C. Meier, zur Verfügung gestellt (s. unter 6. Materialien 

und Methoden). Der Einbau der Phosphoramidite erfolgte mit einem modifizierten 

Kupplungsprotokoll mit einer verlängerten Kupplungszeit von 60 min (s. unter 6. 

Materialien und Methoden). Dieses Kupplungsprotokoll wurde in Anlehnung an 

die vom Kooperationspartner optimierten Methoden erstellt. Der erfolgreiche Ein-

bau der modifizierten Nukleoside lässt sich dem Tritylmonitor entnehmen (s. Abb. 

4-20). 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 
Abb. 4-20: Tritylmonitor der Synthese von C8-dG-Anilin-modifizierter DNA A30. 

 

Die Aufarbeitung und Reinigung der modifizierten Oligonukleotide wird nach 

Standardbedingungen durchgeführt. Die Trennung mittels präparativer RP-HPLC 

erfolgte nach den typischen DNA-Absorptionsbanden bei 260 und 285 nm, da die 

C8-dG-Arylamin-Addukte keine charakteristische Absorption aufweisen (s. Abb. 

4-21). Die Identität der modifizierten Oligonukleotide wurde mit MALDI-TOF-MS 

bestätigt. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 

A 
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Abb. 4-21: HPLC-Spektrum des Anilin-modifizierten Stranges A30 vor der präparativen 

Reinigung. 

 

 

4.4.2 Spektroskopische Charakterisierung der Oligonukleotide 
 
Die Absorptionsspektren des C8-Biphenyl-dG-modifizierten Oligonukleotids B32 

weisen im Einzelstrang sowie im Doppelstrang eine schwache breite Bande bei 

ca. ~300 -340 nm auf (s. Abb. 4-22). Diese Bande ist auf die Biphenyl-Einheit 

zurückzuführen. In den Oligonukleotiden A30 und A31 kann weder im Einzel-

strang noch im Duplex eine signifikante Bande außerhalb des Absorptionsberei-

ches von unmodifizierter DNA beobachtet werden. Die Substitution mit einem 

Phenylring scheint kein ausreichend ausgedehntes π-System für die Anregung 

mit längerwelligem Licht zu schaffen.  
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Abb. 4-22: Absorptionsspektren von Einzelstrang und Duplex, 5 µM,10 mM NaPi (pH 7).  

 

Es wurden die Emissionseigenschaften des biphenylsubstituierten Oligonukleo-

tids B32 untersucht. Dazu wurde die Anregungswellenlänge im Bereich von 310-

330 nm variiert (s. Abb. 4-23).  

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 

Abb. 4-23: Emissionsspektren (λexc = 310-330 nm) von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 

Allerdings konnte keinerlei nennenswerte Fluoreszenz detektiert werden. Dies 

deutet auf eine effiziente Ladungsinjektion von photoangeregtem Biphenyl über 

das kovalent verbundene G in die DNA hin. 
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Um den Einfluss, der durch die C8-Arylamin-dG-Einheit ausgelösten, lokalen 

strukturellen Störung auf die Duplexstabilität zu untersuchen, wurden CD-

Spektren aufgenommen sowie Schmelztemperaturen bestimmt. Die Ergebnisse 

wurden mit den PydG-modifizierten Duplexen P5/C11 und P6/C12 sowie den Re-

ferenzduplexen G1/C11 und G2/C12  verglichen. 

Die modifizierten Duplexe A30/C11, A31/C12 und B32/C12 weisen den für B-

DNA typischen Verlauf zwischen 200-300 nm mit einem Nulldurchgang bei ca. 

260 nm auf (s. Abb. 4-24). Zusätzlich zu diesen Signalen tritt bei dem Duplex 

B32/C12 eine schwache negative Bande bei ca. 300 nm auf, die vermutlich auf 

die Biphenyl-Einheit zurückzuführen ist. Eventuell ist das ein Indiz darauf, dass 

die Biphenyl-Gruppe partiell interkaliert ist. 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 4-24: CD-Spektren von 5 µM DNA in 10 mM NaPi (pH 7). 

 

Bei den PydG-modifizierten Duplexen tritt wie bereits erläutert (s. Kapitel 4.3) ei-

ne scharfe negative Bande bei ca. 300 nm auf, die auf eine interkalierte Pyre-

neinheit hindeutet. 

 

Die Schmelztemperaturen der Duplexe A30/C11, A31/C12 und B32/C12 liegen 

um 5-6°C unterhalb denen der unmodifizierten Referenzduplexe (s. Tab. 4-1). Die 

C8- Arylamin-dG-Addukte scheinen nur zu einer geringen Destabilisierung der 

DNA-Duplexe zu führen. Für die korrespondierenden PydG-modifizierten Duplexe 

P5/C11 und P6/C12 wird ein wesentlich drastischeres Absinken der Schmelz-

temperatur um 10-14°C beobachtet. Die geringere Destabilisierung der C8-
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Arylamin-dG-modifizierten Duplexe ist wohl auf den kleineren sterischen An-

spruch der Arylamine im Vergleich zum Pyren zurückzuführen. 

 
Tabelle 4-3: Schmelztemperaturen der Duplexe A30/C11, A31/C12, B32/C11, P5/C11, 

P6/C12 und der Referenzduplexe G1/C11 und G2/C12 bei, 2.5 µM DNA in 10 mM NaPi 

(pH 7), 250 mM NaCl.  

 

Duplex Smp [°C] 

A30/C11 59 

A31/C12 60 

B32/C12 59 

G1/C11 65 

G2/C12 65 

P5/C11 51 

P6/C12 55 

 

4.4.3 Zusammenfassung 
 
Der Einbau von C8-Addukten aus G und Arylaminen scheint zu keiner drasti-

schen Destabilisierung des DNA-Duplexes zu führen, im Gegensatz zu PydG-

modifizierten Duplexen. Im letzten Fall ist eine signifikante Abnahme der 

Schmelztemperatur zu beobachten. Dies ist wohl auf den kleineren sterischen 

Anspruch der Arylamine im Vergleich zum Pyren zurückzuführen. Die CD-

Spektren sowie Schmelzpunkte verhalten sich ähnlich zu den Referenzduplexen. 

In neueren Arbeiten von N. Böge et al.[314] konnte gezeigt werden, dass die C8-

dG-Addukte mit Anilin, p-Toluidin, p-Anisidin sowie 4-Aminobiphenyl in Oligo-

nukleotiden zu keiner signifikanten Strukturänderung des DNA-Duplexes führen. 

Um näheren Aufschluss über den Zusammenhang zwischen diesen C8-Addukten 

und ihrer Mutagenität zu erhalten, sind biochemische Studien erforderlich. 
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4.5  Synthese und optische Charakterisierung von BpdG(3) 
 

4.5.1  Hintergrund 
 
Benz[a]pyren zählt zu den potentesten Kanzerogenen innerhalb der polyzykli-

schen aromatischen Kohlenwasserstoffe (PAH).[36] Die Kanzerogenität dieser 

Verbindung ist auf ihre metabolische Aktivierung im Körper, bei der das Cyto-

chroms P450 eine entscheidende Rolle spielt, zurückzuführen. Man unterschei-

det dabei zwei Hauptmechanismen, die Monooxygenierung (A)  und die Ein-

Elektronenoxidation (B) (s. Abb. 4-25).[39, 315] Die Monooxygenierung führt zur 

Bildung von vier isomeren Diolepoxiden während die Ein-Elektronenoxidation zur 

Erzeugung des Benzpyrenradikalkations führt. Beides stellen stark elektrophile 

Spezies dar, die bevorzugt mit den elektronenreichen Purinen der DNA reagie-

ren, im Besonderen mit den Aminogruppen von Adenin und Guanin. Diese kova-

lenten Addukte verbleiben in der DNA bis sie repariert werden,  oder es zur spon-

tanen Depurinierung kommt, wobei eine abasische Stelle in der DNA erzeugt 

wird.[39] Besonders die durch die Einelektronenoxidation (B) gebildeten Addukte 

depurinieren leicht.[39, 315] Im Fall des Gunanins bzw. Desoxyguanosin konnten 

N2- und N7-Addukte sowie C8-Addukte als Hauptprodukte identifiziert werden.[37] 

Diese Addukte konnten bisher nur in Experimenten durch elektrochemische bzw. 

enzymatische Oxidation von Benzpyren erzeugt werden. [40, 41] 

 
 
 
 
 
 

 

 

 

 
 
 
 
Abb. 4-25: Metabolische Aktivierung von Benz[a]pyren. 
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Die Depurinierungstendenz der Benzpyren-Addukte ist von entscheidender Be-

deutung bei der Induktion von Tumoren[38, 39], da die entstehenden abasischen 

Stellen zu den wichtigsten mutagenen DNA-Schäden zählen.[316] Im Besonderen 

für  8-Benz[a]pyren-6-yl-2´-desoxyguanosin (3) ist die starke Labilität gegenüber 

Depurinierung in der Literatur beschrieben.[38-41] Um näheren Aufschluss über die 

elektronischen und  chemischen Eigenschaften dieses C8-Addukts zu erhalten, 

soll es zunächst chemisch synthetisiert und dann spektroskopisch untersucht 

werden. 

4.5.2 Synthese von 8-Benz[a]pyren-6-yl-2´-desoxyguanosin 
 

Die Verknüpfung der Benz[a]pyreneinheit mit dem Nukleosid erfolgte über eine 

Suzuki-Miyaura-Kreuzkupplungsreaktion (s. Abb. 4-26).[231] Die Anknüpfung des 

Benzpyrenrestes an das 2´-Desoxyguanosin erfolgte in Analogie zur PydG-

Synthese[47, 49] über die Reaktion von 8-Brom-2´-desoxyguanosin (22) mit dem 

Boronsäure-Pinakolester (27).[317] Dabei erhielt man 8-(6-benzo[a]pyrenyl)-2´-

desoxyguanosin (BpdG, 3), im Gegensatz zur PydG-Synthese nur in  Ausbeuten 

von 25 %. 6-Benzo[a]pyrenylboronsäure-Pinakolester (27) ist durch Umsetzung 

von 6-Brombenzo[a]pyren (26) mit 4,4,5,5-Tetramethyl-1,3,2-Dioxaborolan (Pina-

kolboran) in moderaten Ausbeuten von 25-30 % zugänglich und orientiert sich an 

Vorschriften in der Literatur.[318] Diese Reaktion verläuft unter Palladium-Katalyse 

und ist zur Darstellung von Boronsäure-Pinakolester aus Arylhalogeniden von 

Masuda beschrieben worden.[319]  

Die Darstellung von 6-Brombenzo[a]pyren (26) erfolgte durch Bromierung von 

kommerziell erhältlichen Benz[a]pyren (Bp) mit NBS in Tetrachlorkohlenstoff und 

ist in der Literatur beschrieben.[320, 321] Die Darstellung der entsprechenden Bo-

ronsäure ausgehend von 6-Brombenzo[a]pyren durch Lithiierung mit n-

Butyllithium und anschließender Umsetzung mit Trimethylborat in Analogie zur 

Synthese der 1-Pyrenylboronsäure[291, 292] war nicht erfolgreich. 
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Abb. 4-26: Synthese von BpdG (3): (a) NBS, (CCl4), 80°C, 3 h, 86 %; (b) Pinakolboran, 
NEt3, PdCl2dppf, (Dioxan), 100°C, 28 h, 25 %; (c) Pd(PPh3)4, NaOH, (THF/MeOH/H2O), 
60°C, 24 h, 25 %. 
 
 
Zur Untersuchung des Nukleosids mittels optischer Spektroskopie wurde eine 

weitere Reinigung mit Hilfe von präparativer Dünnschichtchromatographie durch-

geführt. Man erhält dabei das Nukleosid als gelben Feststoff. 
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4.5.3 Spektroskopische Untersuchungen von BpdG (3) 
 
Das Absorptionsspektrum von BpdG (3) in MeOH zeigt gegenüber Benz[a]pyren 

eine bathochromen Effekt im Bereich von 330 bis 420 nm (s. Abb. 4-27). Diese 

Rot-Verschiebung ist auf den elektronischen Einfluss der Guanineinheit auf das 

Benzpyren-Chromophor zurückzuführen. Um die elektronischen Eigenschaften 

von BpdG (3) unter möglichst physiologischen Bedingungen zu untersuchen, 

wurden als Lösungsmittel Wasser-Methanol-Gemische verwendet. Aus Gründen 

der Löslichkeit war ein Gehalt von mindestens einem Prozent Methanol in Was-

ser unerlässlich. In den Lösungsmittelgemischen tritt eine zusätzliche Rot-

Verschiebung und Verbreiterung der Absorptionsbanden gegenüber dem Nukle-

osid in reinem Methanol auf. Allerdings verhält sich BpdG in der DNA vermutlich 

eher ähnlich wie in Methanol als in Wasser. Dies konnte für pyrenmodifizierte 

Nukleoside in früheren Arbeiten gezeigt werden.[295, 322] 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 4-27: Absorptionsspektren von BpdG (3) in MeOH und MeOH/H2O im Vergleich zu 
Bp in MeOH. 
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Die Emissionsspektren von BpdG (3) in Methanol weisen breite Banden auf, die 

keinerlei Feinstruktur, wie sie vom Benzpyren bekannt ist, zeigen (s. Abb. 4-28). 

Die direkte C-C-Verknüpfung des Chromophors mit der Guanineinheit führt zu 

einer starken elektronischen Kopplung der beiden π-Systeme. Daher ist das C8-

Addukt des Benzpyrens als ein einziges großes Chromophor zu betrachten, in 

dem die beiden aromatischen Systeme stark elektronisch miteinander wechsel-   

wirken. Die photochemische Anregung von BPdG führt zur Bildung eines intramo-

lekularen Exciplexes, der den angeregten Zustand (Bp-dG)* sowie ladungsge-

trennte Spezies Bp•--dG•+enthält. Dieser Exciplex zeigt eine breite, unstrukturierte 

Fluoreszenzbande, die lösungsmittelabhängige Maxima aufweist.[294, 295, 322, 323]  

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 
 
 
 
Abb. 4-28: Fluoreszenzspektren von BpdG (3) und Bp in MeOH,  λexc = 383 - 402 nm. 
 
 

Der intramolekulare Ladungstransfer konnte in früheren Arbeiten an Benzo- 

[a]pyren-6-yl-2´-desoxyguanosin-Derivaten, die BpdG (3) elektronisch sehr äh-

neln, in ps-zeitaufgelösten transienten Absorptionsmessungen gezeigt wer-

den.[165, 288] Anhand der Redoxpotentiale, E0(Bp/Bp•– ) = -1.65 V (vs. NHE)[287] und 

E0(dG•+/dG) = 1.3 V[31], der Singulett-Anregeungsenergie des Benzpyrens 

E00(Bp*) = 3.25 V und der Rehm-Weller-Gleichung ergibt sich eine Triebkraft für 

diese Reaktion von ca.~ -0.3 eV. Es ist denkbar, dass durch Bildung des la-

dungsgetrennten Zustandes in BpdG ein oxidativer Lochtransport in DNA ausge-
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löst werden könnte, der eine oxidative Schädigung an benachbarten oder weiter 

entfernten Guaninen zur Folge hätte. Dies könnte zusätzlich zur bekannten mu-

tagenen und karzinogenen Wirkung des BPdG beitragen. 

Es ist daher vorstellbar, dass es unter Lichteinwirkung vermehrt zur Depurinie-

rung von BPdG kommt. Um die Stabilität der glykosidischen Bindung unter Licht-

einfluss zu untersuchen, wurde das Nukleosid mit Licht λ > 305 nm bestrahlt, 

wobei nur das Benzpyren-Chromophor aber nicht die Nukleobase angeregt wird. 

Zunächst wurde das Nukleosid in reinem Methanol über 5 h belichtet und der 

Verlauf über Aufnahme von Absorptionsspektren sowie HPLC-MS verfolgt. Dabei 

konnte keinerlei Zersetzung beobachtet werden. Als Kontrollreaktion wurde 

BPdG in Methanol mit 1 % Trifluoressigsäure (pH ~ 1.5) versetzt, was zur voll-

ständigen Depurinierung zu (28) führte (s. Abb. 4-29, rechts).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb.4-29: Absorptionsspektren von BpdG (3):   
links: in MeOH/H2O 1:1, pH = 2.5 (0.5 M Citratpuffer) nach 30h (Dunkelprobe)*; rechts: 
BPdG in MeOH mit 1% TFA (Kontrollexperiment). 
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Nukleosids in Wasser/Methanol 1:1 mit pH-Werten von 5, 4.5, 3.5 und 2.5 (je-

weils mit Citratpuffer 0.5 M eingestellt) hergestellt. Dabei konnte allerdings bei pH 
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nierung statt. Dabei war nach 30h eine partielle Zersetzung des Nukleosids (3) zu 

beobachten (s. Abb. 6-5). Dies wurde durch die Abnahme der Intensität der Ab-

sorptionsbanden im Bereich von 300 bis 450 nm beobachtet. Die Depurinierung 

zu 8-(6-benzo[a]pyrenyl)-Guanosin (28) und Benz[a]pyren wurde durch HPLC-

MS nachgewiesen. Das Ausmaß der Zersetzung wurde aus dem HPLC-

Spektrum mit 30 % abgeschätzt. Diese Zersetzung wurde auch im Dunkeln beo-

bachtet, war also nicht lichtabhängig. 

 

4.5.4  Zusammenfassung 
 

In BpdG (3) sind die Nukleobase und die Benzpyreneinheit über eine C-C-

Einfachbindung miteinander elektronisch stark gekoppelt. BpdG zeigt eine typi-

sche Exciplex-Fluoreszenz, die durch breite unstrukturierte Banden im Vergleich 

zum Benz[a]pyren gekennzeichnet ist. Der photoinduzierte intramolekulare La-

dungstransfer in BpdG trägt nicht zur bekannten Depurinierungslabilität des 

Nukleosids bei. Dies konnte in den durchgeführten Belichtungsexperimenten ge-

zeigt werden. Hier ergab sich eine überraschende Stabilität des Nukleosids ge-

genüber hydrolytischer Spaltung, die nur bei pH-Werten von ≤ 2.5 beobachtet 

werden konnte und unabhängig von Lichteinwirkung stattfindet. Um genaueren 

Aufschluss über mögliche lichtinduzierte Ladungstransferprozesse von BPdG in 

DNA, die eventuell zu seinem kanzerogenen Potential beitragen,  zu erhalten 

sind weitergehende Untersuchungen in DNA notwendig.  
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5  Zusammenfassung 
 
I. Um den oxidativen sowie reduktiven Ladungstransfer untersuchen zu können, 

wurden ethidiummodifizierte Oligonukleotide synthetisiert, die 7-Deazaguanin 

bzw. 5-Nitroindol, als geignete Ladungsakzeptoren, jeweils im Abstand von ein 

bis drei Basenpaaren zum Ethidium als Ladungsdonor enthalten. Durch die struk-

turelle Ähnlichkeit des E/Z- und E/N-Donor-Akzeptor-Systems konnte zum ersten 

Mal der reduktive und oxidative Ladungstransfer miteinander verglichen werden. 

Durch zeitaufgelöste Messungen konnte gezeigt werden, dass der Ladungstrans-

fer vom Ethidiumnukleotid zu dem Ladungsakzeptor beim reduktiven wie oxidati-

ven Ladungstransfer stark distanzabhängig ist. Diese Beobachtung deutet darauf 

hin, dass beide Ladungstransferarten nach dem Superaustausch-Mechanismus 

ablaufen. Diese starke Abstandsabhängigkeit unterscheidet sich deutlich vom 

„Caltech System“. Das kann mit der eingeschränkten konformationelle Flexibilität 

des rigiden Ethidiumsnukleosids, die die für einen effizienten Ladungstransfer 

notwendige Umorientierung des photoangeregten Ethidiums kaum bzw. nicht er-

möglicht, erklärt werden („gating effect“). Dieses Ergebnis unterstreicht den be-

deutenden Einfluss der DNA-Dynamik auf die Distanzabhängigkeit und Ge-

schwindigkeit des Ladungstransfers.  

Der Einfluss von Basenfehlpaarungen auf den oxidativen Lochtransfer im System 

Ethidium-Deazaguanin wurde detailliert untersucht. Dabei konnte gezeigt werden, 

dass über eine Distanz von zwei Basenpaaren jede Basenfehlpaarung bzw. aba-

siche Stelle zuverlässig mittels Fluoreszenzdetektion nachgewiesen werden 

kann. Allerdings ist der Ladungstransfer im System Ethidium-Deazaguanin nur 

über zwei Basenpaare ausreichend effizient, um die konformationellen Einflüsse 

der Basenfehlpaarungen zu reflektieren. Versuche, Basenfehlpaarungen über 

eine Distanz von drei Basenpaaren Abstand zwischen Ethidium und Deazagua-

nin zu detektieren, waren nicht möglich. Die Untersuchung eines gesamten Co-

dons, was beispielhaft an zwei wichtigen Muatationen des p53-Gens erprobt 

wurde, ist innerhalb dieses Assays daher leider nicht möglich.  

 
 

 

 



5  Zusammenfassung 

131 

Desweiteren wurde die Linkerlänge des Ethidiumbasensurrogats variiert. Dazu 

wurde ein Syntheseprotokoll ausgearbeitet, dass es ermöglicht, das Ethidium als 

artifizielle Nukleobase über eine längere Linkereinheit, einen Threoninollinker,  in 

Oligonukleotide einzubauen. In vorläufigen optisch-spektroskopischen Experi-

menten konnte gezeigt werden, dass die Verwendung des Threoninollinkers zu 

keiner Veränderung der Fluoreszenzeigenschaften des Ethidiumchromophors 

führt. Allerdings hat  die thermische Stabilität der Duplexe mit der längeren Linke-

reinheit im Vergleich zur Verwendung des Aminopropandiollinkers abgenommen.  

 

 
II. Es wurden PydG-modifizierte Oligonukleotide synthetisiert und detailliert 

spektroskopisch untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass PydG eine interes-

sante optische Sonde darstellt, mit der die DNA-Hybridisierung sowohl durch Ab-

sorptions- als auch  Fluoreszenzspektroskopie verfolgt werden kann. Darüberhi-

naus zeichnet sich PydG als universelle Base aus, was für eine Applikation als 

artifizielles Nukleotid und Hybridisierungssonde von Vorteil ist. Desweiteren wur-

den Untersuchungen zum oxidativen Lochtransfer mit dem System PydG-Z 

durchgeführt. Dabei zeigte sich, dass der Ladungstransfer nur über ein Basen-

paar ausreichend effizient ist.  

In Analogie zu den PydG-modifizierten Duplexen wurden C8-Arylamin-dG modifi-

zierte Duplexe hergestellt und die Duplexstabilität untersucht. Es konnte gezeigt 

werden, dass die C8-Arylamin-dG-Addukte im Gegensatz zur PydG-Einheit zu 

keiner drastischen Destabilisierung des DNA-Duplexes führt. Dies lässt sich mit 

dem kleineren sterischen Anspruch der Arylamine im Vergleich zum direkt C-C-

verknüpften Pyren erklären. 

In Analogie zu PydG wurde 8-(6-benzo[a]pyrenyl)-2´-desoxyguanosin (BpdG) als 

potentiell cancerogener DNA-Schaden synthetisiert und spektroskopisch charak-

terisiert. Aufgrund der starken elektronischen Kopplung der Nukleobase mit der 

Benzpyreneinheit beobachtet man eine typische Exciplex-Fluoreszenz. Durch 

Belichtungsexperimente konnte gezeigt werden, dass der photoinduzierte intra-

molekulare Ladungstransfer keinen Einfluss auf die Depurinierung des Nukleo-

sids hat. Es ergab sich dabei eine überraschende Stabilität des Nukleosids ge-

genüber hydrolytischer Spaltung. Nur bei pH-Werten von ≤ 2.5 konnte Depurinie-

rung beobachtet werden, die unabhängig von der Lichteinwirkung stattfindet. 
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6  Materialien und Methoden 
 

6.1  Materialien und Geräte 

 
Reagenzien und Lösungsmittel 
Die verwendeten Reagenzien stammten von den Firmen Merck, Fluka, Sigma- 

Aldrich, Alfa Aesar, Eurogentech und ABCR. Technische Lösungsmittel wurden 

vor Gebrauch destilliert, trockene Lösungsmittel von Fluka bezogen und unter 

Argon aufbewahrt. Für die HPLC wurden hochgereinigte organische Lösungsmit-

tel (LiChrosolv, Merck) sowie entionisiertes Wasser aus einer Millipore-

Entsalzungsanlage verwendet. 

 

Reaktionsführung 
Die Reaktionen wurden falls erforderlich unter Lichtausschluss und Argonatmo-

sphäre (Schweißargon 4.6; 99,996 % Reinheit) bzw. unter Stickstoffatmosphäre 

(Trocknung über BTS-Katalysator und Silicagel) durchgeführt. 

 
Chromatographie 

• Dünnschichtchromatographie (DC): Es wurden fertig beschichtete DC-

Alufolien der Firma Merck verwendet, die mit Kieselgel 60 F254 belegt sind 

(Schichtdicke: 0.25 mm). Die Auswertung der DC-Platten erfolgte mittels 

Fluoreszenzlöschung bei 254 nm bzw. über Fluoreszenzanregung bei 366 

nm. Es wurden auch chemische Anfärbereagenzien verwendet: 

MeOH/H2SO4 (2 %)-Lösung wurde v. a. zur Detektion von tritylierten Ver-

bindungen eingesetzt. Das charakteristisch orangefarbene Tritylkation 

wurde nach Erhitzen mit dem Heißluftfön sichtbar. Für Amine wurde eine 

Ninhydrin (5 %)/Ethanollösung verwendet. 

• Präparatives DC: Es wurden DC-Glasplatten der Firma Merck mit einer 

Schichtdicke von 2 mm verwendet, die mit Kieselgel 60 F254 beschichtet 

sind. 

• Flash-Säulenchromatographie: Als stationäre Phase wurde Kieselgel 60 

der Firma Merck mit einer Korngröße von 0.40-0.63 µm eingesetzt. Es 

wurde nass gepackt und nach dem Verfahren von W. C. Still[324] mit ca. 0.4 



6  Materialien und Methoden 

133 

bar Überdruck chromatographiert. Die Auftragung der zu reinigenden Sub-

stanz erfolgte als Lösung im Laufmittel oder an Kieselgel adsorbiert. 

 
HPLC 
Reversed-Phase HPLC wurde mit einer Shimadzu HPLC-Anlage durchgeführt 

(Autosampler SIL-10AD, Pumpenmodul LC-10AT, Steuereinheit SCL-10A, Multi-

diodenarray SPD-M10A). Für die Analytik der Oligonukleotide wurde eine Supel-

cosil LC-318-Säule (25 cm x 4.6 mm, Supelco) verwendet, für die semi-

präparative Trennung eine Supelcosil LC-318 (25 cm x 10.0 mm, ID, 5 µm). Die 

Säule wurde mit 50 mM Ammoniumacetat-Puffer (pH 6.5, Laufmittel A) equi-

libriert und mit einem Acetonitril-Gradienten (Laufmittel B) von 0-15% B (für un-

modifizierte DNA)bzw. 0-30% B (für fluoreszenzmarkierte DNA) durchgeführt. 

Eluiert wurde mit 1 ml/min (analytisch) bzw. 2.5 ml/min (semi-präparativ). Für e-

thidium-modifizierte DNA-Stränge wurde eine Supleco Discovery BIO Wide Pore 

C5 für die Analytik (25 cm x 4.6 mm, 5 µm) sowie für die semi-präparative Tren-

nung (25 cm x 4.1 mm, 5 µm) eingesetzt.  

Die Detektion der Oligonukleotide erfolgte bei 260 und 290 nm für nicht-

fluoreszente DNA. Für PydG-modifizierte Oligonukleotide wurde die charakteristi-

sche Absorption des Pyrens bei 340 nm zur Trennung verwendet. Bei ethidium-

modifizierten Oligonukleotiden wurde die Absorption bei 530 nm genutzt. Zusätz-

lich wurde Fluoreszenzdetektion (Anregung bei 530 nm, Messung bei 580 nm) 

eingesetzt. 

 

Lyophilisation 
Wässrige Lösungen wurden an einer Speed-Vac RC 10.22 der Firma Joan nach 

Ausfrieren mit flüssigem Stickstoff lyophilisiert. 

 
DNA-Festphasensynthese 
Die DNA-Festphasensynthese wurde an einem Expedite 8900 Nucleic Acid Syn-

thesizer der Firma PerSeptive Biosystems durchgeführt. Als feste Träger wurden 

CPGs mit 1 µmol Belegung (500 Å) verwendet. Phosphoramidite und CPG-

säulen wurden bei ABI, Glen Research oder Eurogentec, Synthesizerchemikalien 

und Reagenzien bei ABI bezogen. 
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Massenspektrometrie (MS) 
Die ESI-Massenspektren wurden an der TU München an einem Finnigan LQC-

ESI-Spektrometer aufgenommen. Die Proben wurden dafür in Acetonitril (LiChro-

solv, Merck) aufgenommen und durch einen HPLC-Filter (0.45 µm, Firma Satori-

us) filtriert. Die MALDI-TOF Massenspektren der Oligonukleotide wurden an ei-

nem Brucker Biflex ΙΙΙ Spektrometer im negativen Detektionsmodus aufgezeich-

net. An der Universität Regensburg wurden ESI-Spektren von der Betriebseinheit 

Zentrale Analytik, Massenspektrometrie an einem Finnigan TSQ 7000-

Spektrometer aufgenommen. Die Angabe der Signale erfolgt in m/z mit Angabe 

der Intensität in % des Basissignals.  

 

NMR-Spektroskopie 
Die Aufnahme der NMR-Spektren erfolgte an einem AC 250 bzw. DMX 500 

Spektrometer der Firma Brucker bei 300 K. An der Universität Regensburg wur-

den die NMR-Spektren von der Betriebseinheit Zentrale Analytik, NMR-

Spektroskopie an Spektrometer Brucker Avance 300 gemessen. Die Proben be-

fanden sich in Probenröhrchen mit 5 mm Außendurchmesser und beinhalteten 

ca. 10 mg Substanz in 0.5 ml. Die Angabe der chemischen Verschiebungen δ 

erfolgt in ppm und bezieht sich auf Trimethylsilan als Nullpunkt. Die Angabe der 

Kopplungskonstanten J erfolgt in Hz. 

 
Optische Spektroskopie 
Für alle spektroskopischen Messungen wurden, soweit nicht anders angegeben, 

1 cm-Quarzglas-Küvetten der Firma Starna verwendet und die Messungen bei 

RT durchgeführt. 

    

Absorption 
UV/VIS-Spektren wurden an einem Varian Cary 100 Bio-Spektrometer mit tempe-

rierbarem Küvettenblock aufgenommen. Dabei verwendete Einstellungen: SBW: 

2.0 nm, Average time 0.1 s, Light source changeover 350 nm. Die Spektren wur-

den basislinienkorrigiert. Für Schmelztemperaturmessungen der Duplexe wurde 

das Programm Thermal mit einer Heiz- bzw, Kühlrate von 0.5-1.0 °C/ min ver-

wendet. 
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Bestrahlung 
Die Bestrahlungsexperiment zu BpdG (3) wurden mit einer Xenonlampe (75 W 

Oriel Instruments) unter Verwendung eines cutoff-Filters (λ> 305 nm Andover 

Corporation) durchgeführt. Es wurden Lösungen von BpdG in MeOH/H2O 1:1 mit 

unterschiedlichen pH-Werten hergestellt (pH: 2.5, 3.5, 4, 5; eingestellt mit 0.5 M 

Citratpuffer) und in einer 1 cm langenQuarzküvette bestrahlt. Mittels UV/VIS-

Spektroskopie und HPLC-MS(ESI) wurden die Proben analysiert. 

 

Fluoreszenz 
Fluoreszenzspektren wurden an einem Fluoromax-3 Spektrometer (Jobin-Yvon) 

in Fluoreszenzküvetten aufgenommen. Dabei wurden die folgenden Einstellun-

gen verwendet: Integration time 0.2 s, Increment 1.0 nm, Spaltbreite 2 nm. Die 

Spektren wurden gegen die Ramanstreunung des Lösungsmittels basislienien-

korrigiert. 

 

Bestimmung der Quantenausbeute 
Zur Ermittlung der Quantenausbeute wurde eine schwefelsaure Quninsulfatlö-

sung (0.1 N H2SO4) verwendet. Für verdünnte Quininsulfatlösungen < 10-4M gilt 

ΦF = 0.546. [216] 

 

CD-Spektroskopie 
Die CD-Spektren wurden an einem J-715 Spektropolarimeter (Jasco) mit Ther-

mostat PTC-150J (Jasco) aufgezeichnet und manuell basislinienkorrigiert. Fol-

gende Einstellungen wurden verwendet: Sensitivity 100 mdeg, data pitch 0.1 nm, 

scanning mode continuous, scanning speed 500 nm(min, response 0.5 s, band 

width 2 nm. Es wurde der Mittelwert aus fünf Messungen gebildet. 

 

Cyclovoltammetrie (CV) 
CV-Messungen wurden mit einer Drei-Elektroden-Anordnung aus Gegenelektro-

de, Pseudo-Referenzelektrode und Arbeitselektrode durchgeführt. Die Elektroden 

bestanden alle aus Platin. Das Potential wurde durch einen Potentiostaten EG&G 

Model 283 erzeugt, der mit der Software Echem (EG&G) angesteuert werden 

konnte. Es wurden trockene Lösungsmittel verwendet und die Messzelle vor der 

Messung mit Argon gespült. Da in dieser Messanordnung nur eine Pseudo-
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refernzelektrode verwendet wurde, wurde im Rahmen der Messung Ferrocen, 

dessen Reduktionspotential bekannt ist, als Referenzstandard zugegeben. Die 

gemessenen Reduktionspotentiale lassen sich dann durch Umrechnung anhand 

von Tabellen gegenüber der Normal-Wasserstoffelektrode angeben.[325] 

 
Spektroelektrochemische Messung (SEC) 
Für die SEC-Messung wurde eine Quarzglaszelle verwendet. Ähnlich wie bei der 

CV wurde eine Drei-Elektroden-Anordnung verwendet. Als Arbeitselektrode wur-

de ein vergoldetes Nickelnetz (600 Linien/cm) eingesetzt. Die Gegenelektrode 

bestand aus V2A-Stahl, der erst vernickelt und anschließend vergoldet wurde. 

Als Pseudo-Referenzelektrode diente ein versilberter Platindraht. Das Goldnetz 

wurde zwischen zwei Quarzglasplatten eingespannt, die durch zwei dünne Glas-

plättchen auf einen Kapillarspalt von ca. 100 µm eingestellt und durch Kunststoff-

platten fixiert wurden. Die zu untersuchende Lösung kann durch Kapillarkräfte in 

diesen schmalen Spalt diffundieren und steht somit in Kontakt mit dem Goldnetz, 

wo dann die Redoxreaktion stattfinden kann. Zur Lösung der zu untersuchenden 

Substanz wurden trockene Lösungsmittel verwendet (ca. 4 mL Probenvolumen) 

und die Zelle vor der Messung mit Argon durchspült. Das Potenzial wurde von 

einen Potentiostaten AMEL Modell 2053 geliefert und die Absorptionsänderung 

an einem Perkin-Elmer Lambda 9 Spektrometer aufgezeichnet. Mit dem Pro-

gramm Perkin-Elmer Pcess konnte die Absorptionsmessung gesteuert werden. 
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6.2 Synthese von Ethidiumnukleosiden 

 

Alle spektroskopischen Daten der Phenanthridinderivate 5-11 sind in Einklang mit 

den Daten in der Literatur.[19] 

 
Synthese von 3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-6-phenyl-phenanthridin (5) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Unter Argonatmosphäre wurde 3,8-Diamino-6-phenyl-phenanthridin (5.0 g, 17.5 

mmol) in 150 mL absolutem DCM suspendiert und vorsichtig Chlorameisensäu-

reallylester (18.6 mL, 175 mmol, 10 eq) zugetropft. Nach 24 h Rühren bei RT 

wurde die Reaktion mit wässriger NH3-Lösung (6 N, 100 mL) abgebrochen. Der 

braune Niederschlag wurde abfiltriert, mit H2O gewaschen und im HV getrocknet. 

Man erhielt 7.76 g (98 % d. Th.) eines braunen Feststoffes. 

 

DC (EE/MeOH/H2O 6:2:1) Rf = 0.96 

ESI-MS: m/z (%) 454.2 (100) [M + H]+, 338.4 (12) [M + H - 2 x C3H6O]+, 396.3 

(24) [M + H - C3H6O]+ 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ = 10.08 (s, 1H, NH), 10.06 (s, 1H, NH), 8.74 (d, 

³J = 8.8 Hz, 1H, H1), 8.64 (d, ³J = 9.0 Hz, 1H, H10), 8.28 (s, 1H, H4), 8.20 (s, 1H, 

H7), 7.96 (d, ³J = 8.7 Hz, 1H, H9), 7.80 (d, ³J = 8.4 Hz, 1H, H2), 7.68 (m, 2H, Ph), 

7.57 (m, 3H, Ph), 6.10-5.90 (m, 2H, CH2=CH), 5.37 (m, 2H, CH2=CH), 5.24 (m, 

2H, CH2=CH), 4.67 (d, ³J = 5.7 Hz, 2H, CH2O), 4.60 (d, ³J = 5.7 Hz, 2H, CH2O). 

 

 

 

 

C27H23N3O4 
453.17 g/mol 

5 
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Synthese von 3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-iodpropyl)-6-phenyl-
phenanthridin Iodid (6) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-6-phenyl-phenanthridin (5) (5.0 g, 11.0 mmol) wur-

de in 40 mL absolutem THF gelöst. Nach Zugabe von 13 mL 1,3-Diiodpropan 

erhitzte man 9 Tage unter Rückfluss. Danach wurde das ausgefallene Produkt 

abfiltriert, mit sehr wenig THF gewaschen und im HV getrocknet. Man erhielt 6.75 

g (82 %) eines orangen Pulvers. 
 

DC (DCM/MeOH 20:3) Rf = 0.52  

ESI-MS: m/z (%) 622.1 (100) [M]+, 564.2 (10) [M - C3H6O]+, 466.5 (15) 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ = 10.53 (s, 1H, NH, 3-Alloc), 10.32 (s, 1H, NH, 

8-Alloc), 9.05 (d, ³J = 9.4 Hz, 1H, H1), 8.99 (d, ³J = 9.1 Hz, 1H, H10), 8.54 (s, 1H, 

H4), 8.24 (dd, ³J = 9.0 Hz, 4J = 1.8 Hz, 1H, H9), 8.14 (dd, ³J = 9.0 Hz, 4J = 1.3 Hz, 

1H, H2), 7.78 (s, 1H, H7), 7.85-7.72 (m, 5H, 6-Ph), 6.03 (m, 1H, CH2=CH, 3-

Alloc), 5.91 (m, 1H, CH2=CH, 8-Alloc), 5.43 (dd, ²J = 1.7 Hz, ³J = 17.4 Hz, 1H, 

CH2=CH, trans, 3-Alloc), 5.32 (dd, ²J = 1.7 Hz, ³J = 17.8 Hz, 1H, CH2=CH, trans, 

8-Alloc), 5.29 (dd, ²J = 1.1 Hz, ³J = 10.5 Hz, 1H, CH2=CH, cis, 3-Alloc), 5.22 (dd, 

²J = 1.3 Hz, ³J = 10.4 Hz, 1H, CH2=CH, cis, 8-Alloc), 4.71 (m, 2H, H1'), 4.68 (m, 

2H, OCH2, 3-Alloc), 4.55 (m, 2H, OCH2, 8-Alloc), 3.27 (t, ³J = 6.2 Hz, 2H, H3'), 

2.41 (m, 2H, H2'). 

 

 

 

6 

C30H29IN3O4
+  622.12 g/mol 

C30H29I2N3O4  749.02 g/mol 
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Synthese von (S)-3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-(3-[bis-(4-methoxy-
phenyl)-phenyl-methoxy]-2-hydroxy-propylamino)-propyl))-6-phenyl-
phenanthridin Iodid (8) 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Zu einer Lösung von 3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-iod-propyl)-6-phenyl-

phenanthridinium Iodid (1.124 g, 1.50 mmol) und DIPEA (0.45 mL, 3 mmol, 2.0 

eq) in 60 mL DMF wurde die Verbindung (S)-1-Amino-3-[bis-(4-methoxy-phenyl)-

phenyl-methoxy]-propan-2-ol (649 mg,1.65 mmol, 1.1 eq) hinzugegeben und 40 h 

bei RT gerührt. Es wurde erneut (S)-1-Amino-3-[bis-(4-methoxyphenyl)-phenyl-

methoxy]-propan-2-ol (6) (236 mg, 0.60 mmol, 0.4 eq) und nochmals DIPEA 

(0.22 mL, 1.5 mmol, 1.0 eq) hinzugefügt und weitere 15 h bei RT belassen. Dann 

wurde die Reaktionslösung im Vakuum eingeengt und im Anschluss über FC 

(DCM/MeOH 100:3 + 0.1 % Pyridin, Eluent: DCM/MeOH 10:3 + 0.1 % Pyridin) 

gereinigt. Nach dem Trocknen im HV erhielt man einen gelbbraunen Feststoff 

(1.32 g, 87 %). 

 

DC (DCM/MeOH 10:3) Rf= 0.82 

ESI-MS: m/z (%) 887.4 (100) [M]+, 585.4 (28) [M + H - DMT]+, 303.4 (40) [DMT]+, 

468.4 (22) 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ = 10.66 (s, 1H, NH, 3-Alloc), 10.38 (s, 1H, NH, 

8-Alloc), 9.11 (d, ³J = 9.1 Hz, 1H, H1), 9.05 (d, ³J = 9.3 Hz, 1H, H10), 8.65 (s, 1H, 

H4), 8.28 (dd, ³J = 9.0 Hz, 4J = 2.0 Hz, 1H, H9), 8.11 (dd, ³J = 9.0 Hz, 4J = 1.4 

C54H55N4O8
+    887.40 g/mol 

C54H55IN4O8  1014.31 g/mol 
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Hz, 1H, H2), 7.78 (s, 1H, H7), 7.83-7.73 (m, 5H, 6-Ph), 7.38 (m, 2H, arom., DMT), 

7.32-7.20 (m, 7H, arom, DMT), 6.88 (m, 4H, arom, DMT), 5.99 (m, 1H, CH2=CH, 

3-Alloc), 5.92 (m, 1H, CH2=CH, 8-Alloc), 5.38 (dd, ²J = 1.7 Hz, ³J = 17.1 Hz, 1H, 

CH2=CH, trans, 3-Alloc), 5.32 (dd, ²J = 1.7 Hz, ³J = 17.0 Hz, 1H, CH2=CH, trans, 

8-Alloc), 5.27 (dd, ²J = 1.3 Hz, ³J = 10.4 Hz, 1H, CH2=CH, cis, 3-Alloc), 5.22 (dd, 

²J = 1.3 Hz, ³J = 10.4 Hz, 1H, CH2=CH, cis, 8-Alloc), 4.68 (d, ³J = 5.7 Hz, 2H, 

OCH2, 3-Alloc), 4.57 (d, ³J = 5.7 Hz, 2H, OCH2, 8-Alloc), 4.53 (m, 2H, H1´), 3.78 

(m, 1H, CHOH), 3.69 (s, 6H, OMe), 2.96 (m, 1H, CH2ODMT), 2.74 (m, 2H, H3´), 

2.74 (m, 1H, CH2NH2), 2.83 (m, 1H, CH2ODMT), 2.56 (m, 1H, CH2NH2), 2.10 (m, 

2H, H2´). 

 

Darstellung von (S)-3,8-Bis-amino-5-(3-[3-(bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-
methoxy)-2-hydroxy-propyl-amino]-propyl)-6-phenyl-phenanthridinium Io-
did (9) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Pd(PPh3)4 (20 mg, 0.02 mmol, 0.02 eq), PPh3 (52 mg, 0.2 mmol, 0.2 eq) und 

Bu3SnH (0.87 g, 3.0 mmol, 3.2 eq) wurden zu einer Lösung des Edukts (S)-3,8-

Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-(3-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-2-

hydroxy-propylamino)-propyl)-6-phenylphenanthridinium Iodid (8) (0.95 g, 0.94 

mmol) in abs. DCM (30 mL) und Wasser (0.1 mL) gegeben. Die Reaktionsmi-

schung wurde 90 min bei RT gerührt, dann wurde die Reaktion durch Zugabe von 

20 mL Wasser abgebrochen und die Lösung im Vakuum bis zur Trockne einge-

C46H47N4O4
+  719.36 g/mol 

C46H47IN4O4  846.26 g/mol 
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dampft. Das Rohprodukt wurde durch FC (Kieselgel, DCM/MeOH 100:5 + 0.1 % 

Pyridin, dann EE/MeOH/H2O 6:2:2 + 0.1 % Pyridin) gereinigt. Man erhielt 0.71 g 

(90 % d. Th.) eines violetten Feststoffs.  

 
DC (EE/MeOH/H2O 6:2:2) Rf = 0.84 

ESI-MS: m/z (%) 719.3 (100) [M]+, 303.3 (44) [DMT]+, 344.4 (83) 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ = 8.69 (d, ³J = 9.0 Hz, 1H, H1), 8.63 (d, ³J = 8.9 

Hz, 1H, H10), 7.70 (m, 5H, 6-Ph), 7.56 (d, ³J = 9.5 Hz, 1H, H9), 7.52 (s, 1H, H4), 

7.39 (m, 2H, arom., DMT), 7.38 (d, ³J = 9.5 Hz, 1H, H2), 7.34-7.18 (m, 7H, arom, 

DMT), 6.89 (m, 4H, arom, DMT), 6.39 (s, 2H, 3-NH2), 6.27 (s, 1H, H7), 5.51 (s, 

1H, OH), 5.35 (s, 1H, 8-NH2), 4.46 (m, 2H, H1'), 3.88 (m, 1H, CHOH), 3.72 (s, 

6H, OCH3), 3.41 (s, 1H, NH), 3.01 (m, 1H, CH2ODMT), 2.96 (m, 2H, H3'), 2.95 

(m, 1H, NCH2CHOH), 2.85 (m, 1H, CH2ODMT), 2.69 (m, 1H, NCH2CHOH), 2.18 

(m, 2H, H2'). 

 

Synthese von (S)-3,8-Bis-trifluoroacetylamino-5-(3-[3-(bis-(4-methoxy-
phenyl)-phenyl-methoxy)-2-hydroxy-propyl-N-(trifluoroacetyl)-amino]-
propyl)-6-phenyl-phenanthridinium Iodid (10) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Unter einer Argonatmosphäre und bei 0 °C wurden Pyridin (0.9 mL, 11 mmol) 

und Trifluoressigsäureanhydrid (0.76 mL, 5.4 mmol, 6 eq) zu einer Lösung der 

10 

C52H44F9N4O7
+ 1007.31 g/mol 

C52H44F9IN4O7
+ 1134.21 g/mol 

N
N

N

N

OH
ODMT

H

H

O

F3C

O CF3

O

F3C



6  Materialien und Methoden 

142 

Ausgangsverbindung (S)-3,8-Bis-amino-5-(3-[3-(bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-

methoxy)-2-hydroxy-propyl-amino]-propyl)-6-phenyl-phenanthridinium Iodid (9) 

(0.77 g, 0.9 mmol) in abs. DCM (4.5 mL) gegeben. Die Lösung wurde für 10 min 

bei 0 °C und weitere 10 min bei RT belassen. Dann wurde mehrmals zügig mit 

ges. wässriger NaHCO3-Lösung gewaschen. Solange bis der Trifluoracetylester 

an der 2-Hydroxygruppe entschützt war. Die Entschützung wurde mittels ESI-MS 

kontrolliert. Anschließend wurde die organische Phase wurde über Na2SO4 ge-

trocknet und im Vakuum Lösungsmittelreste entfernt. Man erhielt 0.68 g (67 % d. 

Th.) eines gelb-braunen Feststoffs. 

 

ESI-MS: m/z (%) 1007.3 (100) [M]+, 303.3 (27) [DMT]+ 

 

Synthese von (S)-3,8-Bis-trifluoroacetylamino-5-{3-[(3-(bis-(4-methoxy-
phenyl)-phenyl-methoxy)-2-[(2-cyano-ethoxy)-N,N-diisopropylamino-
phosphanyloxy]-propyl)-(2,2,2-trifluoroacetyl)-amino]-propyl)-6-phenyl-
phenanthridinium Iodid (11) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

 

Das Edukt (S)-3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-[(3-[bis-(4-methoxy-phenyl)-

phenyl-methoxy]-2-hydroxy-propyl)-N-(trifluoracetyl)-amino]-propyl)-6-phenyl-

phenanthridinium Iodid (10) (889 mg, 0.78 mmol) wurde unter Argonatmosphäre 

11 

C61H61F9N6O8P+ 1207.41 g/mol 
C61H61F9IN6O8P  1334.32 g/mol 
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und Lichtausschluss in absolutem DCM (37 mL) gelöst und mit über Molsieb ge-

trocknetem DIPEA (417 μL, 2.34 mmol, 3 eq) versetzt. Nach Zugabe von 2-

Cyanoethyl-N,N-diisopropyl-chlorphosphor-amidit (285 mg, 268 μL, 1.17 mmoL, 

1.5 eq) wurde 45 min bei RT gerührt. Der Reaktionsumsatz wurde mittels ESI-MS 

kontrolliert. War noch Edukt vorhanden, gab man erneut 2-Cyanoethyl-N,N-

diisopropylchlorophosphoramidit (190 mg, 179 μL, 0.78 mmoL, 1 eq) und DIPEA 

(139 µL, 0.78 mmol, 1eq) zu und rührte weiter 30 min bei RT. Die organische 

Phase wurde einmal mit gesättigter NaHCO3-Lösung gewaschen, über Na2SO4 

getrocknet und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Nach dreimaligem Koe-

vaporieren mit Et2O wurde das Phosphoramidit im HV getrocknet. Man nahm 

vollständigen Umsatz an und stellte nach 2 h Trocknen im Vakuum eine 0.2 M 

Lösung des Phosphoramidits 11 in abs. ACN (3.8 mL) her, die unmittelbar für die 

Oligonukleotidsynthese verwendet wurde. 

 

ESI-MS: m/z (%) 1207.3 (100) [M]+, 303.3 (64) [DMT]+ 

 

Synthese von (2S,3S)-2N-(1,3-Dihydroxy-butyl)-trifluoracetamid (17) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
(2S,3S)-2-Amino-butan-1,3-diol (D-Threoninol) (600 mg, 5.71 mmol) wurde in 14 

mL Trifluoressigsäure-methylester suspendiert und bei RT über Nacht gerührt. 

Die Lösung wurde im Vakuum eingeengt und dreimal mit Toluol (20 mL) koeva-

poriert. Man erhielt 1.01 g (89%) eines weißen Feststoffs. 

 
DC (DCM/MeOH 10:3) Rf = 0.90  
1H-NMR (250 MHz, DMSO-d6): δ = 8.81 (d, J = 8.5 Hz, 1 H, NH), 4.70 (m, 2H, 

CHOH, OH), 3.74 (m, 1H, CHNH), 3.67-3.71 (m, 1H, OH), 3.53-3.60 (m, 1H, 

CH2OH), 3.46-3.48 (m, 1H, CH2OH), 0.85 (d, J = 8.3 Hz, 3H, CH3). 

C6H10F3NO3 
201.14 g/mol 
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Synthese von (2S,3S)-2N-(1-[Bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-3-
hydroxy-butyl)-trifluoracetamid (18) 

 

 
 
 

 

 

(2S,3S)-2N-(1,3-Dihydroxy-butyl)-trifluoracetamid (17) (573 mg, 2.85 mmol) wur-

de dreimal mit  Pyridin (10 ml) koevaporiert, und anschließend in 8 mL abs. Pyri-

din gelöst. 4,4´-Dimethoxytriphenylmethylchlorid (1.05 g, 3.14 mmol, 1.1 eq) wur-

de zugegeben und 2 Tage unter Argonatmosphäre bei RT gerührt. Nach erneuter 

Zugabe von DMTCl (0.48 g, 1.43 mmol, 0.5 eq) wurde über Nacht gerührt. Die 

Reaktion wurde mit MeOH (1 mL) abgebrochen, 1 h bei RT belassen und am Va-

kuum eingeengt. Der Rückstand wurde in 50 mL Essigsäureethylester gelöst und 

dreimal mit gesättigter NaHCO3-Lösung (25 mL) sowie zweimal mit H2O (25 mL) 

gewaschen. Die organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und einge-

dampft. Der Rückstand wurde über FC gereinigt. Beginnend mit DCM in Gegen-

wart von 0.1% Pyridin wurde der MeOH-Gehalt schrittweise auf 2% erhöht. Nach 

Eindampfen erhielt man 928 mg (65%) eines gelben Öls. 

 

DC (DCM/MeOH 100:0.5) Rf = 0.17 

ESI-MS: m/z (%) 526.0 (8) [M+Na]+, 303.3 (100) [DMT]+, 1028.9 (4) [2M+Na]+   
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 9.25 (d, J = 8.22 Hz , 1H, NH), 7.21-7.40, 

6.86-6.89  (m, 13 H, DMT), 4.70 (m, 1H, CHOH), 3.86-3.95 (m, 2H, OH, NHCH), 

3.73 (s, 6H, OMe), 3.14-3.18 (dd, J = 3.57 und 9.33 Hz, 1H, CH2ODMT), 2.94-

2.99 (m, 1H, CH2ODMT), 0.93 (d, J = 6.03 Hz, 3H, CH3).  
13C-NMR (75 MHz, DMSO-d6): δ = 157.94,156.73 und 156.25 (q 

 2JCF = 36 Hz), 

149.50, 144.81, 136.03, 135.57, 135.43, 129.55, 127.66, 127.51, 126.54, 

123.80,117.94 und 114.13 (q 
 1JCF = 288 Hz, CF3), 113.00, 85.13 (OCPh3), 64.68 

(CHOH), 62.40 (CH2ODMT), 56.03 (NHCH), 54.90 (OCH3), 19.98 (CH3). 
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C27H28F3NO5 
503.51 g/mol 
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Darstellung von (2S,3S)-2-Amino-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-
methoxy]-butan-3-ol (19) 

 

 

 

 

 

(2S,3S)-2N-(1-[Bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-3-hydroxy-butyl)-trifluor-

acetamid (18) (928 mg, 1.84mmol) wurde in einer Mischung aus MeOH (11 mL), 

konz. wässriger NH3-Lösung (11 mL) und THF (5 mL) gelöst und 3 Tage bei RT 

gerührt. Nachdem MeOH und THF im Vakuum entfernt worden waren, wurde 

dreimal mit DCM (20 mL) extrahiert. Die organische Phase wurde mit wenig ge-

sättigter NaCl-Lösung gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Nach zweimali-

gen Koevaporieren mit Diethylether (10 mL) und Eindampfen im Vakuum erhielt 

man das Produkt als weißen voluminösen Schaum (643 mg, 86%). 

 

DC (DCM/MeOH 100:5) Rf = 0.24 

ESI-MS: m/z (%) 430.1 (16) [M+Na]+, 303.3 (100) [DMT]+, 815.0 (8) [2M+H]+  
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 7.19-7.41, 6.83-6.92  (m, 13 H, DMT), 4.43 

(m, 1H, CHOH), 3.73 (s, 6H, OMe), 3.63 (m, 1H, OH), 2.99-3.04 (m, 1H, NH2CH), 

2.81-2.85 (m, 1H, CH2ODMT), 2.58 (m, 1H, CH2ODMT), 0.95 (d, J = 6.33 Hz, 3H, 

CH3).  
13C-NMR (75 MHz, DMSO-d6): δ = 157.87, 145.09, 135.90 und 135.78,129.63, 

127.65, 126.44, 112.99, 85.06 (OCPh3), 66.55 (CHOH), 65.09 (CH2ODMT), 

56.54(NH2CH), 54.91 (OCH3), 20.06 (CH3). 

 

 

 

 

 

 

 

H3C ODMT

OH

NH2 C25H29NO4 
407.5 g/mol 

19 
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Synthese von 3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-
phenyl)-phenyl-methoxy]-3(S)-hydroxy-2(S)-butylamino)-propyl)-6-phenyl-
phenanthridin Iodid (13) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Zu einer Lösung von 3,8-Bis-allyloxycarbonylamino-5-(3-iod-propyl)-6-phenyl-

phenanthridinium Iodid (5) (255 mg, 0.34 mmol) und DIPEA (0.1 mL, 0.68 mmol, 

2.0 eq) in 14 mL DMF wurde (2S,3S)-2-Amino-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-

methoxy]-butan-3-ol (19) (166 mg, 0.41 mmol, 1.2 eq) zugegeben und 5 Tage bei 

RT gerührt. Man gab erneut die Verbindung 19 (83 mg, 0.21 mmol, 0.6 eq) und 

nochmals DIPEA (75 µL, 0.51 mmol, 1.5 equiv.) zu und rührte weitere 5 Tage bei 

RT. Dann wurde die Reaktionslösung im Vakuum eingeengt und im Anschluss 

über FC (DCM/MeOH 100:3 + 0.1 % Pyridin, Eluent: DCM/MeOH 10:3 + 0.1 % 

Pyridin) gereinigt. Nach dem Trocknen im HV erhielt man einen gelbbraunen 

Feststoff (311 mg, 89 %). 

 

DC (DCM/MeOH 20:3) Rf = 0.58 

ESI-MS: m/z (%) 901.4 (100) [M]+, 599.3 (15) [M + H - DMT]+, 303.3 (33) [DMT]+, 

468.3 (35) 
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 10.67 (s, 1H, NH, 3-Alloc), 10.38 (s, 1H, NH, 

8-Alloc), 9.08 (d, ³J = 9.3 Hz, 1H, H1), 9.02 (d, ³J = 9.1 Hz, 1H, H10), 8.57 (s, 1H, 

H4), 8.26 (m, 1H, H9), 8.10 (dd, ³J = 9.1 Hz, 4J = 1.1 Hz, 1H, H2), 7.82-7.71 (m, 

6H, 6-Ph, H7), 7.39-7.20 (m, 9H, arom, DMT), 6.88 (m, 4H, arom, DMT), 5.99 (m, 

2H, CH2=CH, 3- und 8-Alloc), 5.37 (m, 1H, CH2=CH, trans, 3-Alloc), 5.30 (m, 1H, 

CH2=CH, trans, 8-Alloc), 5.25 (m, 1H, CH2=CH, cis, 3-Alloc), 5.21 (m, 1H, 

N
N

N
H

H

O

O

O O
NH

OH

DMTO

C55H57N4O8
+ 902.06 g/mol 

C55H57IN4O8 1028.97 g/mol 

13 
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CH2=CH, cis, 8-Alloc), 4.67 (d, ³J = 5.5 Hz, 2H, OCH2, 3-Alloc), 4.57 (d, ³J = 5.5 

Hz, 2H, OCH2, 8-Alloc), 4.73 (m, 1H, CHOH), 4.63 (m, 2H, H1´), 3.72 (s, 6H, 

OMe), 3.08 (m, 1H, CH2ODMT, NHCH), 2.80 (m, 2H, H3´), 2.58 (m, 1H, 

CH2ODMT), 2.09 (m, 2H, H2´), 0.93 (d, J = 6.3 Hz, 3H, CH3). 

. 

Synthese von 3,8-Bis-amino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-
methoxy]-3-(S)-hydroxy-2(S)-butylamino)-propyl)-6-phenyl-phenanthridin 
Iodid (14) 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Pd(PPh3)4 (7.4 mg, 0.007 mmol), PPh3 (19.4 mg, 0.07 mmol) und Bu3SnH (0.36 

mL, 0.4 g, 1.40 mmol) wurden zu einer Lösung von 3,8-Bis-

allyloxycarbonylamino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-3(S)-

hydroxy-2(S)-butylamino)-propyl)-6-phenyl-phenanthridin Iodid (13) (311 mg, 0.30 

mmol) in abs. DCM (11 mL) und Wasser (36 µL) gegeben. Die Reaktionsmi-

schung wurde 90 min bei RT gerührt, dann wurde die Reaktion durch Zugabe von 

1 mL Wasser abgebrochen und die Lösung im Vakuum bis zur Trockne einge-

dampft. Das Rohprodukt wurde durch FC (Kieselgel, DCM/MeOH 100:5 + 0.1 % 

Pyridin, dann EE/MeOH/H2O 6:2:2 + 0.1 % Pyridin) gereinigt. Man erhielt 260 mg 

(quant.) eines violetten Feststoffs.  

 
DC (EE/MeOH/H2O 6:2:2) Rf = 0.60 

ESI-MS: m/z (%) 733.4 (100) [M]+, 431.3 (13) [M + H - DMT]+, 303.3 (85) [DMT]+  
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 8.67 (d, ³J = 9.1 Hz, 1H, H1), 8.62 (d, ³J = 9.3 

Hz, 1H, H10), 7.67 (m, 5H, 6-Ph), 7.51 (m, 2H, H9, H4), 7.36-7.20 (m, 10H, arom, 

N
NH2

H2N

NH

OH

DMTO

C47H49N4O4
+ 733.92 g/mol 

C47H49IN4O4 860.82 g/mol 

14 
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DMT, H2), 6.86 (m, 4H, arom, DMT), 6.38 (s, 2H, 3-NH2), 6.26 (s, 1H, H7), 5.96 

(s, 2H, 8-NH2), 4.50 (m, 3H, H1', CHOH), 3.72 (s, 6H, OCH3), 3.27 (m, 1H, 

NH2CH), 3.00 (m, 2H, H3'), 2.79 (m, 1H, CH2ODMT), 2.63 (m, 1H, CH2ODMT), 

2.25 (m, 2H, H2'), 0.92 (d, J = 6.3 Hz, 3H, CH3). 

 

Synthese von 3,8-Bis-trifluoroacetylamino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-
phenyl-methoxy]-3-(S)-hydroxy-butyl-2-(S)-N- (trifluoroacetyl)amino)-
propyl))-6-phenyl-phenanthridin Iodid (15) 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Unter einer Argonatmosphäre und bei 0 °C wurden Pyridin (0.4 mL, 4.89 mmol, 

16 eq) und Trifluoressigsäureanhydrid (0.3 mL, 2.13 mmol, 7 eq) zu einer Lösung 

von 3,8-Bis-amino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-3-(S)-hydro-

xy-2(S)-butylamino)-propyl)-6-phenyl-phenanthridin Iodid (14) (260 mg, 0.3 mmol) 

in abs. DCM (3 mL) gegeben. Die Lösung wurde für 10 min bei 0 °C und weitere 

10 min bei RT belassen. Dann wurde mehrmals zügig mit ges. wässriger NaH-

CO3-Lösung gewaschen. Solange bis der Trifluoracetylester an der 2-Hydroxy-

gruppe entschützt war. Die Entschützung wurde mittels ESI-MS kontrolliert. An-

schließend wurde die organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und im 

Vakuum Lösungsmittelreste entfernt. Man erhielt 321 mg (93 %) eines gelb-

braunen Feststoffs. 

 
ESI-MS: m/z (%) 1021.3 (100) [M]+, 303.3 (38) [DMT]+ 

 

 

N
N

N

H

H

O

O

CF3

F3C

N

O

DMTO
O

CF3

H

C53H46F9N4O7
+  1021.94 g/mol 

C53H46F9IN4O7   1148.85 g/mol 

15 
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Synthese von 3,8-Bis-trifluoroacetylamino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-
phenyl-methoxy]-3-(S)-[(2-cyano-ethoxy)-N,N-diisopropylamino-
phosphanyloxy]-butyl)-(S)-(2,2,2-trifluoroacetyl)-amino]-propyl)-6-phenyl-
phenanthridin Iodid (16) 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

3,8-Bis-trifluoroacetylamino-5-(3-(1-[bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-3-

(S)-hydroxy-butyl-2-(S)-N-(trifluoroacetyl)amino)-propyl))-6-phenyl-phenanthridin 

Iodid (15) (321 mg, 0.28 mmol) wurde unter Argonatmosphäre und Lichtaus-

schluss in absolutem DCM (13 mL) gelöst und mit über Molsieb getrocknetem 

DIPEA (195 μL, 1.12 mmol, 4 eq) versetzt. Nach Zugabe von 2-Cyanoethyl-N,N-

diisopropylchlorphosphoramidit (132.6 mg, 125 μL, 0.56 mmoL, 2.0 eq) wurde 45 

min bei RT gerührt. Die organische Phase wurde einmal mit gesättigter NaHCO3-

Lösung gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösungsmittel im Vakuum 

entfernt. Nach dreimaligem Koevaporieren mit Et2O wurde das Phosphoramidit 

im HV getrocknet. Man nahm vollständigen Umsatz an und stellte nach 2 h 

Trocknen im Vakuum eine 0.2 M Lösung des Phosphoramidits 16 in abs. ACN 

(1.4 mL) her, die unmittelbar für die Oligonukleotidsynthese verwendet wurde. 

 

ESI-MS: m/z (%) 1221.4 (100) [M]+, 303.3 (39) [DMT]+ 

 

N
N

N

H

H

O

O

CF3

F3C

NCOCF3

O

DMTO

P
NO

NC
16 

C62H63F9N6O8P+   1222.16 g/mol 
C62H63F9IN6O8P    1349.06 g/mol 
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6.3 Synthese des PydG-Phosphoramidits(2) 

 
Synthese von 1-Pyrenylboronsäure (21) 
 
 
 
 
 
 
 
Unter Argonatmosphäre und Lichtausschluss wurden 2.0 g (7.11 mmol) 3 in 100 

ml absolutem Diethylether gelöst. Bei 0°C wurden 5.3 ml (8.53 mmol, 1.2 eq) ei-

ner 1.6 M BuLi-Lösung in Hexan vorsichtig zugegeben. Man ließ die Mischung 

auf Raumtemperatur kommen und 1 h rühren. 4 ml (35.6 mmol, 5 eq) B(OCH3)3 

wurden in 10 ml absolutem Diethylether gelöst und auf –78°C gekühlt. Diese Lö-

sung gab man langsam dem lithiierten Pyren bei -78° C über 30 min zu. Nach 

drei Stunden ließ man die Lösung auf RT kommen und 40 h rühren. Zur Aufarbei-

tung wurden 40 ml 2 M HCl zugegeben und 3 h gerührt. Es wurde dreimal mit 50 

ml Diethylether extrahiert, die vereinigten organischen Phasen anschließend 

dreimal mit 70 ml Wasser gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und eingedampft. 

Das Rohprodukt wurde über FC gereinigt (Hexan/Essigsäureethylester 20:1, Elu-

tion 100 % EtOH). Man erhielt 1.32 g Produkt als gelben Feststoff (75 %). 

 

DC (Hexan/Diethylether 3:1) Rf = 0.2 
1H-NMR (250 MHz, DMSO-d6): δ = 8.79 (m, 1H, H10), 8.66 (2H, s; B(OH)2), 8.35 

(d, J = 7.5 Hz; 1H, H-2), 8.14-8.30 (m, 6H), 8.04 (t, J = 7.5 Hz; 1H, H-7). 
13C-NMR (63 MHz, DMSO-d6): δ = 134.1, 132.6, 131.9, 131.5, 130.9, 130.5, 

128.6, 127.6, 126.9, 126.0, 125.0, 124.1, 123.7, 123.1. 

 
 
 
 
 
 

C16H11BO2 
246.07 g/mol 
 

21 B(OH)2
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Synthese von 8-Brom-2'-desoxyguanosin (22) 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

0.50 g (1.75 mmol) 2'-Desoxyguanosin-Monohydrat wurden in 10 mL Wasser (pH 

= 7) suspendiert und mit 343 mg (1.92 mmol, 1.1 eq) NBS versetzt. DC-Kontrolle 

zeigte nach 1 h die vollständige Umsetzung. Das Produkt wurde durch Filtration 

abgetrennt und im HV getrocknet. Es entstanden 516 mg (85 %) des rosafarbe-

nen Produkts. 

 

DC (EE/MeOH/H2O 6:2:1) Rf  = 0.56 

ESI-MS: m/z (%) 346.0 und 348.0 (27) [M + H]+, 230.1 und 232.1 (46) [M – Deso-

xy-ribose + H]+, 713.0 und 715.0 (87) [2M + Na]+ 
1H-NMR (250 MHz, DMSO-d6): δ = 10.78 (s, 1H, NH), 6.47 (s, 2H, NH2), 6.14 (m, 

1H, H1'), 5.30-5.10, 5.00-4.90 (m, 2H, 3'- und 5'-OH), 4.40-4.37 (m, 1H, H4'), 

3.81-3.76 (m,1H, H3'), 3.65-3.45 (m, 2H, H5'), 3.20-3.10 (m, 1H, H2'), 2.13-2.04 

(m, 1H, H2'). 
13C-NMR (75 MHz, DMSO-d6): δ = 155.34, 153.23, 151.90, 120.48, 117.38, 

87.79, 84.96, 70.92, 61.94, 36.31. 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

C10H12BrN5O4 
345.01 g/mol 

22 

NH

N

N

O

NH2
N

O

OH

HO

Br
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Synthese von 8-(Pyren-1-yl)-2´-desoxyguanosin (2) 
 
 
 

 
 

 
 
 
 

 

 

603 mg (1.7 mmol, 1.0 eq) 8-Brom-2'-desoxyguanosin (22), 598 mg (2.55 mmol, 

1.5 eq) Pyren-1-yl-boronsäure (21), 196 mg (0.17 mmol, 0.1 eq) Pd(PPh3)4 und 

1,36g (34 mmol, 20 eq) NaOH wurden in einer Mischung aus 60 mL THF, 30 mL 

Wasser und 30 mL MeOH gelöst. Die Lösung wurde 30 min mit Stickstoff entgast 

und 24 h bei 60 °C gerührt. Nachdem DC-Kontrolle den vollständigen Umsatz 

anzeigte, wurde mit festem NH4Cl neutralisiert und mehrmals mit EE extrahiert. 

Die organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und einrotiert. Die Reini-

gung durch FC (Kieselgel, DCM/Aceton 4:1, EE/MeOH 10:1 und EE/MeOH/H2O 

10:1:0.5) lieferte 463 mg des gelblichen Produkts (58 %). 

 

DC (EE/MeOH/H2O 10:1:0.5) Rf = 0.36 

ESI-MS: m/z (%) 468.1 (45) [M + H]+, 352.4 (100) [M – Desoxyribose + H]+, 935.2 

(87) [2M + H]+ 
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 10.87 (s, br, 1H, NH), 7.99-8.45 (m, 9H, 

Pyren), 6.47 (s, br, 2H, NH2), 5.80 (t, J= 7.1 Hz, 1H, H1'), 4.93 (m, 2H, 5′-OH/3′-

OH), 4.12 (m, 1H, H3'), 3.38-3.60 (m, 3H, H5'/H4'), 3.02 (m, 1H, H2'), 1.95 (m, 

1H, H2'). 
13C-NMR (75 MHz, DMSO-d6): δ = 158.52, 155.19, 152.87, 146.47, 132.82, 

132.00, 131.51, 131.30, 129.74, 129.69, 128.47, 127.95, 127.21, 127.00, 126.11, 

125.83, 125.67, 125.47, 124.97,124.78, 118.84, 89.04 (C4'), 86.11 (C1'), 72.41 

(C3'), 63.30 (C5'), 38.39 (C2'). 

 
 

2 

C26H21N5O4 
467.48 g/mol NH

N

N

O

NH2
N

O

OH

HO
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Synthese von 2-N(Dimethylamino)methylen-8-(Pyren-1-yl)-2’-Desoxy-
guanosin (23) 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Py-dG (2) (168 mg, 0.36 mmol) wurde dreimal mit Pyridin (10 mL) koevaporiert, 

in abs. Methanol (12 mL) aufgenommen und mit N,N-dimethylformamid dimethyl 

acetal (0.24 ml, 1.8mmol, 5 eq) versetzt. Die Reaktionsmischung wurde unter 

Argon bei RT über Nacht gerührt. Nach Eindampfen erhielt man das Produkt als 

gelben Feststoff (quant.). 

 
DC (EE/MeOH/H2O 10:1:1) Rf = 0.20 

ESI-MS: m/z (%) 523.1 (34) [M+H]+, 545.2 (8) [M+Na]+, 407.4 (100) [M - Deso-

xyribose + H]+, 1045.2 (53) [2M + H]+, 1067.3 (16) [2M+Na]+ 
1H-NMR (300 MHz, DMSO-d6): δ = 11.59 (br, 1H, N-H), 8.56-8.01 (m, 10 H, 

Pyren, N=C-H), 5.81 (t, J = 7.1 Hz, 1H, 1´-H), 5.03-4.95 (m, 2H, 5´-OH, 3´-OH), 

4.23 (m, 1 H), 3.64 (m, 3H), 3.17 (br, 4H, N(CH3)2, 2´-H), 3.08 (s, 3H, N(CH3)2), 

2.01 (m, 1H, 2´-H).  

 

 
 
 
 
 
 
 
 

23 

C29H26N6O4 
522.55 g/mol NH

N

N

O
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Synthese von 5’-O-Dimethoxytrityl-2-N-(Dimethylamino)methylen - 8-(Pyren-
1-yl)-2’-Desoxyguanosin (24) 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

2-N(Dimethylamino)methylen-8-(Pyren-1-yl)-2’-Desoxyguanosin (23) (0.36 mmol) 

wurde dreimal mit Pyridin (10 ml) koevaporiert, und anschließend mit abs. Pyridin 

(12 ml), Et3N (93 μl, 0.73 mmol, 2.03 eq) und 4’,4’-Dimethoxytriphenyl-

methylchlorid (259 mg, 0.72 mmol, 2.0 eq) versetzt. Die Reaktionsmischung wur-

de unter Argon bei RT über Nacht gerührt. Nach nochmaliger Zugabe von Et3N 

(93 μl, 0.73 mmol) und 4’,4’-Dimethoxytriphenylmethylchlorid (259 mg, 0.72 

mmol) wurde die Reaktion für weitere 18 h gerührt. Die Reaktion wurde mit Me-

OH (5 ml) abgebrochen und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck ent-

fernt. Das Produkt wurde durch FC (Kieselgel, DCM/Aceton 4:1 + 0.1 % Pyridin; 

EE/MeOH 10:1 + 0.1 % Pyridin und EE/MeOH/H2O 10:1:0.5 + 0.1 % Pyridin) als 

gelber Feststoff (196 mg, 66 %) erhalten.  

 

DC (EE/MeOH/H2O 10:1:1) Rf = 0.35. 

ESI-MS: m/z (%) 825.3 (34) [M+H]+, 303.3 (6) [DMT]+, 407.4 (32) [M - Desoxyri-

bose + H]+, 1649.5 (100) [2M + H]+, 1672.5 (6) [2M + Na]+ 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ=11.53 (br, 1H, N-H), 8.41-8.03 (m, 10 H, Pyren, 

N=C-H), 7.30-6.73 (m, 13H, DMT), 5.98 (m, 1H, 1´-H), 5.12 (br, 1H, 3´-OH), 3.71 

(s, 6H, OCH3), 3.70 (m, 1H, 4´-H), 3.16 (m, 1H, 5´-H), 3.05 (s, 3H, N(CH3)2), 3.00 

(br, 4H, N(CH3)2), 2´-H), 2.91 (m, 1H, 5´-H), 2.08 (m, 1H, 2´-H), (3´-H unter H2O-

Signal in Probe). 

 

NH

N

N

O

NN
O

OH

DMTO N

C50H44N6O6  
824.92 g/mol 

24 
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13C-NMR (125 MHz, DMSO-d6): δ=167.86, 158.85, 158.53, 157.59, 151.21, 

147.51, 145.87, 136.50, 131.65, 131.12, 130.99, 130.48, 130.37, 129.27, 128.51, 

128.11, 127.63, 127.43, 126.92, 126.68, 125.69, 125.59, 125.21, 124.63, 124. 

40, 121.20, 113.81, 86.25 (C-4´), 84.67 (C-1´), 71.55 (C-3´), 65.02 (C-5´), 55.86 

(OCH3), 41.64 and 35.54 (N-CH3), 38.63 (C-2´).  

 
Synthese von 5’-O-Dimethoxytrityl-2-N-(Dimethylamino)methylen-8-(Pyren-
1-yl)-2’-Desoxyguanosin-3´-O-[(2-cyanoethyl)-N,N-diisopropyl)-
phosphoramidit] (25) 
 
 

 
 

5’-O-Dimethoxytrityl-2-N-(Dimethylamino)methylen-8-(Pyren-1-yl)-2’-Desoxygua-

nosin (24) (140 mg, 0.17 mmol) wurde in abs.DCM (4.6 ml) gelöst. Nach Zugabe 

von Et3N (141 μl, 1.02 mmol, 6 eq) und 2-Cyanoethyl N,N-diisopropylchloro-

phosphoramidit (0.96 μl, 0.43 mmol, 2.5 eq) wurde die Reaktionsmischung unter 

Argon bei RT 45 min gerührt. Durch zügiges Waschen der Reaktionsmischung 

mit ges. wäss. NaHCO3-Lösung wurde die Reaktion abgebrochen. Nach Trock-

nen der organischen Phase über Na2SO4 wurde das Lösungsmittel unter vermin-

dertem Druck entfernt. Abschließend wurde der Rückstand dreimal mit abs. Et2O 

(5 ml) koevaporiert um das Phosphoramidit 25 als gelben Schaum zu erhalten. 

Man nahm vollständigen Umsatz an und stellte nach 2 h Trocknen im Vakuum 

eine 0.1 M Lösung von 25 in abs. DCM (1.6 mL) her, die unmittelbar für die Oli-

gonukleotidsynthese verwendet wird. 
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25 

C59H61N8O7P 
1025.14 g/mol 
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DC(EE/MeOH/H2O  10:1:0.5) Rf = 0.69 (Doppelfleck mit Hydrolyseprodukt) 

ESI-MS: m/z (%) 1025.1 (58) [M+H]+, 303.3 (40) [DMT]+, 407.3 (100) [M -Desoxy-

ribose + H]+ 

 

6.4 Synthese des 8-(6-benzo[a]pyrenyl)-2´-desoxyguanosins() 

 

Synthese von 6-Brombenzo[a]pyren(26) 
 
 

 

 

 

 

 

 

Benz[a]pyren (494 mg, 1.96 mmol) wurde in CCl4 (50 mL) gelöst und mit NBS 

(356 mg, 2 mmol, 1.02 eq) 3 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Kühlung mittels Eis-

bad fiel ein gelber Niederschlag an, der durch Filtration isoliert wurde. Nach 

Umkristallisation aus Aceton erhielt man 554 mg eines gelben Feststoffs (85%).  

 
DC (Hexan) Rf =  0.23 
1H-NMR (250 MHz, CDCl3): δ = 9.08 (m, 2H), 8.92 (m, 1H), 8.61 (d, J = 9.5 Hz, 

1H), 8.38 (d, J = 9 Hz, 1H), 8.30 (d, J = 7.8 Hz, 1H), 8.18 (d,J = 6.5 Hz, 1H), 8.05 

(m, 2H), 7.92 (m, 2H). 

EI-MS: m/z  330.1 (100) und 332.1 (98) [M]+ 

 
 
 
 
 
 
 
 

Br

C20H11Br 
331.21 g/mol 

26 
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Synthese von 6-Benzo[a]pyrenylboronsäurepinakolester (27) 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
6-Brombenzo[a]pyren (26) (550 mg , 1.66 mmol) wurde mit 4,4,5,5-Tetramethyl-

1,3,2-dioxaborolan (1.15 mL, 5.08 mmol, 3.1 eq), Et3N (0.83 mL, 5.15 mmol, 3.1 

eq), PdCl2dppf (36.3 mg, 0.05 mmol, 0.03 eq), in abs. Dioxan (4 mL) unter Argon 

bei 100 °C unter Rückfluss 28 h erhitzt. Nach Extraktion mit Toluol wurde die or-

ganische Phase über Na2SO4 getrocknet und unter vermindertem Druck einge-

dampft. Nach FC (Kieselgel, Hexan/Toluol 1:1) erhielt man 127 mg (25%) eines 

gelben Feststoffs.  

 

DC (Hexan/Toluol 1:1) Rf = 0.23 
1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ = 9.08 (m, 2 H), 8.67 (m, 1 H), 8.44 (d, J = 9.0 Hz, 

1 H), 8.35 (d, J = 9.0 Hz, 1 H), 8.24 (d, J = 7.5 Hz, 1 H), 8.10 (d, J = 7.5 Hz, 1 H), 

7.97 (m, 2 H), 7.81 (m, 2 H), 1.66 (s, 12 H).  
13C-NMR (125 MHz, CDCl3): δ = 135.17, 134.82, 131.72, 131.58, 129.48, 129.14, 

128.80, 128.65, 128.49, 128.16, 126.55, 126.36, 126.11, 126.0, 125.76, 125.42, 

123.62, 123.57, 122.59, 85.03, 25.68.  

HRMS (EI): m/z berechnet für C26H23O2B [M]+ 378.17911, gefunden 378.17896. 

 

 
 
 
 
 
 
 

B
OO

27 

C26H23BO2 
378.27 g/mol 
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Synthese von 8-(6-benzo[a]pyrenyl)-2´-desoxyguanosin (3) 
 
 
 

 

 

 

 

 
 
 
 
 
8-Brom-2'-desoxyguanosin (22) (106 mg, 0.31 mmol), 6-Benzo[a]pyrenyl-

boronsäurepinakolester (27) 127 mg (0.34 mmol, 1.1 eq), 36 mg (0.031 mmol, 

0.1 eq) Pd(PPh3)4 und 248 mg (6.2 mmol, 20 eq) NaOH wurden in einer Mi-

schung aus 12 mL THF, 8 mL Wasser und 12 mL MeOH gelöst. Die Lösung wur-

de 30 min mit Stickstoff entgast und 24 h bei 60 °C gerührt. Nachdem DC-

Kontrolle den vollständigen Umsatz anzeigte, wurde mit festem NH4Cl neutrali-

siert und mehrmals mit EE extrahiert. Die organische Phase wurde über Na2SO4 

getrocknet und einrotiert. Die Reinigung durch FC (Kieselgel, DCM/Aceton 4:1, 

EE/MeOH 10:1 und EE/MeOH/H2O 10:1:0.5) lieferte 40 mg des gelblichen Pro-

dukts (25 %). Zur Untersuchung des Nukleosids mittels optischer Spektroskopie 

wurde eine weitere Aufreinigung mit Hilfe von präparativer Dünnschichtchroma-

tographie (SiO2, EE/MeOH/H2O 10:1:1) durchgeführt. 

 
DC (EE/MeOH/H2O 10:1:0.5) Rf = 0.40 
1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ = 10.90 (br s, 1 H, NH), 9.34 (m, 2 H, H-10, H-

11), 8.57 (d, J = 9.2 Hz, 1 H, H-12), 8.45 (d, J = 7.9 Hz, 1 H, H-1), 8.27 (d, J = 7.4 

Hz, 1 H, H-3), 8.08 (m, 2 H, H-2, H-4), 7.91 (m, 1 H, H-9), 7.83 (m, 1.5 H, H-8, H-

7), 7.61 (d, J = 8.3 Hz, 0.5 H, H-7), 7.55 (d, J = 9.5 Hz, 0.5 H, H-5), 7.40 (d, J = 

9.5 Hz, 0.5 H, H-5), 6.53 (br s, 2 H, NH2), 5.47 (m, 1 H, H-1´),4.36 (m, 1 H, H-3´), 

3.76 (m, 1 H, H-4´), 3.58 (m, 1 H, H-5´), 3.46 (m, 1 H, H-5´), 2.81 (m, 1 H, H-2´), 

1.70 (m, 1 H, H-2´). 

3 

C30H23N5O4 
517.53 g/mol HN

N

N

O

H2N N

O

OH

HO
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13C-NMR (125 MHz, DMSO-d6): δ = 157.49, 156.30, 154.27, 132.58 (C-7), 

130.02 (C-12), 130.33 and 127.83 (C-4 and C-2), 128.05, 127.75 (C-1), 127.08 

(C-3), 127.66 (C-9), 126.05, 125.93 (C-5), 123.43 and 124.94 (C-10 and C-11), 

121.35, 88.80 (C-4´), 85.97 (C-1´), 71.93 (C-3´), 62.94 (C-5´), 37.39 (C-2´).  

 

HRMS (ESI/FTICR): m/z berechnet für C30H23N5O4 [M + H]+ 518.18228, gefunden 

518.18207. 

 
 

6.5 Synthese und Charakterisierung von Oligonukleotiden 
 

6.5.1 Allgemeines 
 
 
DNA-Festphasensynthese 
Die Oligonukleotide wurden im Synthesizer auf CPG-Säulen nach Standardpro-

tokollen synthetisiert und am Ende der Synthese am 5´-Ende entschützt (trityl-

off). Die artifiziellen DNA-Bausteine wurden in Aceonitrol (amidite diluent) aufge-

nommen und als 0.1 M Lösung in den Synthesizer eingebracht. Für die Ethidium-

Phosphoramidite wurde analog zur Literatur eine 0.2 M Lösung verwendet.[19] 

Das PydG-Phosphoramidit wurde in trockenem Dichlormethan gelöst und als 0.1 

M Lösung eingesetzt. 

 

Kupplungsprotokolle 
Der Synthesizer pumpt Flüssigkeiten aus Vorratsflaschen in Pulsen von je 16 µl 

durch die Reaktionsgefäße. Ein Kupplungsprotokoll setzt sich aus Einzelschritten 

zusammen, die die geförderte Substanz, die Zahl der Pulse und die Zeitdauer (in 

Sekunden) des Schrittes festlegen. Eine Zeitdauer von 0 bedeutet ein schnellst-

mögliches Durchlaufen des Einzelschrittes. Der Einbau der Ethidium-DNA-

Bausteine erfolgte nach einem in Vorarbeiten[33] in unserer Gruppe entwickelten 

Kupplungsprotokoll mit einer verlängerten Kupplungszeit von 1 h und drei sich 

wiederholenden Kupplungszyklen. Der Einbau des PydG-Phosphoramidits erfolg-

te nach einem modifizierten Kupplungsprotokoll mit einer verlängerten Kupp-

lungszeit (15 min statt 1.5 min). Das Phosphoramidit wurde, aufgrund seiner be-

grenzten Löslichkeit in ACN, in trockenem DCM aufgenommen und eine 0.1 M 
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Lösung hergestellt. Das Kupplungsprotokoll ist unten abgebildet. Um ein Ausfal-

len des Phosphoramidits in ACN zu vermeiden wurde die feste Phase unmittelbar 

nach der Kupplung mit DCM gespült. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 
Abb. 6-1: Kupplungsprotokoll für PydG. Kupplung des PydG-Phosphoramidits (rot), 

Waschvorgang mit DCM (blau). Erläuterungen: Dblk: Deblock (3 % Dichloressigsäure in 

DCM); Wsh: ACN; Act: 0.45 M Tetrazol in ACN; Caps: Acetanhydrid in THF/Pyridin 

(Cap A) und N-Methylimidazol in THF/Pyridin (Cap B); Ox: Oxidizer (Was-

ser/THF/Pyridin). 

 

Der Einbau des C8-Arylamin-dG-Phosphoramidite erfolgte nach einem modifizier-

ten Kupplungsprotokoll mit einer verlängerten Kupplungszeit (1 h statt 1.5 min) 

und erhöhter Reagenzienmenge. Das Phosphoramidit wurde in ACN aufgenom-

men (0.1 M Lösung). Das Kupplungsprotokoll ist unten abgebildet.  
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Abb. 6-2: Kupplungsprotokoll für C8-Arylamin-dG. Kupplung des C8-Arylamin-dG-

Phosphoramidits (rot), Erläuterungen: Dblk: Deblock (3 % Dichloressigsäure in DCM); 

Wsh: ACN; Act: 0.45 M Tetrazol in ACN; Caps: Acetanhydrid in THF/Pyridin (Cap A) 

und N-Methylimidazol in THF/Pyridin (Cap B); Ox: Oxidizer (Wasser/THF/Pyridin). 
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Aufarbeitung  
Die Abspaltung der Oligonukleotide von der festen Phase erfolgte mit konzent-

riertem Ammoniak. Pro CPG wurden 700 µl NH3 verwendet. Bei 55°C wurde über 

Nacht erhitzt. Bei den ethidiummodifizierten Oligonukleotiden wurde nur 5.5 h bei 

90°C erhitzt. Danach wurde das Trägermaterial abzentrifugiert, der Ammoniak an 

der SpeedVac entfernt und die wässrigen Proben lyophilisiert. Anschließend wur-

den die Proben in entionisierten Wasser (280 µl pro CPG) resuspendiert und mit-

tels semi-präparativer RP-HPLC gereinigt. 

 
Identifizierung der Oligonukleotide durch MALDI-TOF-MS 

Zur Ionisierung diente eine Matrix aus 50 mg/ml 3-Hydroxy-Picolinsäure in Ace-

tonitril/H2O (1:1) und 50 mg/ml Diammoniumcitrat in H2O im Verhältnis 9:1. Für 

eine Probe wurden ca. 1 µl DNA mit 20 µl Matrix vermischt. 

 
Bestimmung der DNA-Konzentration 

Es wurden Stammlösungen der Oligonukleotide in entionisiertem Wasser herge-

stellt, deren Konzentration über die optische Dichte bei 260 nm bestimmt wurde. 

Der Extinktionskoeffizient des modifizierten Oligonukleotids wurde durch Addition 

aller Koeffizienten der einzelnen Nukleobasen bestimmt und mit einem Faktor 

von 0.9 multipliziert, um die Hypochromizität zu berücksichtigen. 

 

Tabelle 6-1: Molare Extinktionskoeffizienten (ε260 [mM-1cm-1]) modifizierter Nukleotide in 

DNA. 

 

artifizielles Nukleotid ε260 [mM-1cm-1] 

PydG* 17.9 

dS 0 

Z 13.9 

E, F 45.2 

N 18.1 
   
 * experimentell bestimmt in MeOH 
 

Für die C8-dG-Arylamin-Addukte wurde ε260 (dG) = 11.7 mM-1cm-1 verwendet. 
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Hybridisierung von DNA-Duplexen 

Der modifizierte Einzelstrang wurde mit 1.2 eq des komplementären Gegen-

strangs versetzt, um eine quantitative Duplexbildung zu gewährleisten. In einem 

10 mM Natriumphosphatpuffer NaPi (pH 7) wurden die Einzelstränge 10 min bei 

90°C erhitzt und langsam auf RT abgekühlt. 

 
Schmelztemperaturmessungen 

Für die Schmelztemperaturmessungen wurden Duplexlösungen in 10 mM NaPi 

und 250 mM NaCl frisch hybridisiert. Die Messung erfolgte im Cary100 UV-Vis-

Spektrometer bei 260, 350 oder 370 nm. Die Konzentration der Duplexlösungen 

war so hoch, dass sie eine Absorption von > 0.1 OD bei der verwendeten Wellen-

länge aufwiesen (meist 2.5 bzw. 5 µM). 

 

6.5.2 Verwendete Oligonukleotidsequenzen 
 

Oligonukleotide mit einem Ethidium-Nukleotid (s. Kapiel 3.2-3.4) 
 
E15 5´-TGC-ATG-CAG-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E16 5´-GCA-TGC-AGT-TEA-CTG-AC-3´ 
 
E17 5´-CAT-GCA-GTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E18 5´-TGC-ATG-CAN-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E19 5´-GCA-TGC-ANT-TEA-CTG-AC-3´ 
 
E20 5´-CAT-GCA-NTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E21 5´-TGC-ATG-CAZ-TEA-CTG-AC-3´ 

 
E22 5´-GCA-TGC-AZT-TEA-CTG-AC-3´ 
 
E23 5´-CAT-GCA-ZTC-TEA-CTG-AC-3´ 

 

 

Kontrollduplexe: 
 
E15/C26, E16/C27, E17/C28 
 

Ladungstransferduplexe: 
 
 E18/C26, E19/C27, E20/C28 
 

Ladungstransferduplexe: 
 
 E21/C26, E22/C27, E23/C28 
 

N: 5-Nitroindol 
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Gegenstränge zu E15-E23: 
 
C26 3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

C27 3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

C28 3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 
 
 
 
DNA1-XY-DNA4-XY: 
 
 
DNA1-XY:           DNA2-XY: 
 
E1 5´-CAG-CAT-GTA-EAT-GCT-G-3´  

 

E2 5´-CAG-CAT-GTC-EAT-GCT-G-3´  

 

E3 5´-CAG-CAT-GTG-EAT-GCT-G-3´   

 

E4 5´-CAG-CAT-GTT-EAT-GCT-G-3´ 

 

 

 
 
 
Gegenstränge zu DNA1-XY und DNA2-XY: 
 
 
C16 3´-GTC-GTA-CAA-CTA-CGA-C-5´    

 
C17 3´-GTC-GTA-CAC-CTA-CGA-C-5´ 

 
C18 3´-GTC-GTA-CAG-CTA-CGA-C-5´ 

 

C19 3´-GTC-GTA-CAT-CTA-CGA-C-5´ 

 

C20 3´-GTC-GTA-CAS -CTA-CGA-C-5´ 

 

 

E: Ethidium Z: Deazaguanin

E5 5´-CAG-CAT-ZTA-EAT-GCT-G-3´ 

 

E6 5´-CAG-CAT-ZTC-EAT-GCT-G-3´ 

 

E7 5´-CAG-CAT-ZTG-EAT-GCT-G-3´ 

 

E8 5´-CAG-CAT-ZTT-EAT-GCT-G-3´ 

S:dSpacer
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DNA3-XY : 

 
E12 5´-CAG-CAT-ZAT-EAT-GCT-G-3´     
 

E13 5´-CAG-CAT-ZCT-EAT-GCT-G-3´  

 

E14 5´-CAG-CAT-ZGT-EAT-GCT-G-3´   

 

E8 5´-CAG-CAT-ZTT-EAT-GCT-G-3´  

 
 
 
 
Ladungstransferduplexe DNA3-XY: 
 
 
E12/C16, E12/C22, E12/C23, E12/C24, E12/C25 
 
E13/C16, E13/C22, E13/C23, E13/C24, E13/C25 
 
E14/C16, E14/C22, E14/C23, E14/C24, E14/C25 
 
E8/C16, E8/C22, E8/C23, E8/C24, E8/C25 
 

 

 

 

 

 

 
 
Kontrollduplexe DNA1-XY: 
 
E1/C16, E1/C17, E1/C18, E1/C19, E1/C20 
 
E2/C16, E2/C17, E2/C18, E2/C19, E2/C20 
 
E3/C16, E3/C17, E3/C18, E3/C19, E3/C20 
 
E4/C16, E4/C17, E4/C18, E4/C19, E4/C20

 
Ladungstransferduplexe DNA2-XY: 
 
E5/C16, E5/C17, E5/C18, E5/C19, E5/C20 
 
E6/C16, E6/C17, E6/C18, E6/C19, E6/C20 
 
E7/C16, E7/C17, E7/C18, E7/C19, E7/C20 
 
E8/C16, E8/C17, E8/C18, E8/C19, E8/C20 
 

Gegenstränge zu DNA3-XY: 
 
C16 3´-GTC-GTA-CAA-CTA-CGA-C-5´   
 
C22 3´-GTC-GTA-CCA-CTA-CGA-C-5´ 

 
C23 3´-GTC-GTA-CGA-CTA-CGA-C-5´ 

 

C24 3´-GTC-GTA-CTA-CTA-CGA-C-5´ 

 

C25 3´-GTC-GTA-CSA-CTA-CGA-C-5´ 
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Kontrollduplexe       
 
E24 5´-GGT-GAG-GAT-GGG-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C29 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-GGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 
 
E24 5´-GGT-GAG-GAT-GGG-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC-3´ 

C30 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-TGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 
 
E26 5´-TTC-CTC-TGT-GCG-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 

C31 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGC-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 
 
E26 5´-TTC-CTC-TGT-GCG-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 

C32 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGT-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 
 

Ladungstransferduplexe 
 
E25     5´-GGT-GAG-GAT-GGZ-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C29 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-GGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´   
 
E25     5´-GGT-GAG-GAT-GGZ-CCT-ECG-GTT-CAT-GCC3´ 

C30 3´-CCA-CTC-CTA-CCC-TGA-GGC-CAA-GTA-CGG-5´ 

 
E27 5´-TTC-CTC-TGT-GCZ-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 
C31 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGC-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 
 
E27 5´-TTC-CTC-TGT-GCZ-CCG-ETC-TCT-CCC-AGG-3´ 
C32 3´-AAG-GAG-ACA-CGC-GGT-CAG-AGA-GGG-TCC-5´ 

 
 

 
F28 5´-TGC-ATG-CAG-TFA-CTG-AC-3´ 

 

F29 5´-CAT-GCA-GTC-TFA-CTG-AC-3´ 

 
Duplexe: F28/C26, F29/C28 

 
 
 
 

N
NH2

H2N

NH

OH

HO

 
F:  
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Oligonukleotide mit einem PydG-Nukleotid (s. Kapitel 4.3) 

 
P1 5´-GCA-GTC-TGP-GTC-ACT-GA-3´    P = PydG 

C1 3´-CGT-CAG-ACC-CAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C2 3´-CGT-CAG-ATC-TAG-TGA-CT-5´ 

 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C3 3´-CGT-CAG-AAC-AAG-TGA-CT-5´ 

 

P4 5´-GCA-GTC-TCP-CTC-ACT-GA-3´  

C4 3´-CGT-CAG-AGC-GAG-TGA-CT-5´ 

 
P5 5´-GCA-TCT-CPT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
P6 5´-GCA-TCT-GPA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 

 

Fehlgepaarte Duplexe 
 
P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C5 3´-CGT-CAG-ATT-TAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C6 3´-CGT-CAG-ATA-TAG-TGA-CT-5´ 

 

P2 5´-GCA-GTC-TAP-ATC-ACT-GA-3´  

C7 3´-CGT-CAG-ATG-TAG-TGA-CT-5´ 

 
 
 
 
 
 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C8 3´-CGT-CAG-AAT-AAG-TGA-CT-5´ 

 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C9 3´-CGT-CAG-AAA-AAG-TGA-CT-5´ 

 

P3 5´-GCA-GTC-TTP-TTC-ACT-GA-3´  

C10 3´-CGT-CAG-AAG-AAG-TGA-CT-5´ 
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P7 5´-TGC-ATG-CAG-TPA-CTG-AC -3´  

C13 3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

P8 5´-GCA-TGC-AGT-TPA-CTG-AC -3´  

C14 3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

P9 5´-CAT-GCA-GTC-TPA-CTG-AC -3´  

C15 3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 

 

 

 

 

 
C8-Arylamin-dG-modifizierte Oligonukleotide (s. Kapitel 4.4) 

 
A30 5´-GCA-TCT-CAT-TCA-CTG-A-3´  

 
A31 5´-GCA-TCT-GAA-TCA-CTG-A-3´  

 
B32 5´-GCA-TCT-GBA-TCA-CTG-A-3´  

 

Hergestellte Duplexe: A30/C11, A31/C12, B32/C12 
 

Unmodifizierte Oligonukleotide 
 
G1 5´-GCA-TCT-CGT-TCA-CTG-A-3´  

C11 3´-CGT-AGA-GCA-AGT-GAC-T-5´ 

 
G2 5´-GCA-TCT-GGA-TCA-CTG-A-3´  

C12 3´-CGT-AGA-CCT-AGT-GAC-T-5´ 

 

 

 

P10 5´-TGC-ATG-CAZ-TPA-CTG-AC -3´  

C13 3´-ACG-TAC-GTC-AST-GAC-TG-5´ 

 

P11 5´-GCA-TGC-AZT-TPA-CTG-AC -3´  

C14 3´-CGT-ACG-TCA-AST-GAC-TG-5´ 

 

P12 5´-CAT-GCA-ZTC-TPA-CTG-AC -3´  

C15 3´-GTA-CGT-CAG-AST-GAC-TG-5´ 

 

 
 

Z: Deazaguanin
S: dSpacer 



6  Materialien und Methoden 

169 

6.5.3 Synthese und Charakterisierung von Ethidiummodifizierten 

Oligonukleotiden 
 
Der Einbau des Ethidiumnukleotids (0.2 M in ACN) erfolgte nach einem optimier-

ten Kupplungsprotokoll mit einer verlängerten Kupplungszeit von 60 min und drei 

Kupplungszyklen.[18] 

 
Tabelle 6-2: MALDI-Massen und Extinktionskoeffizienten. 

DNA-Strang ber. Masse  

[g/mol] 

gem. Masse  

[g/mol] 
ε260 [mM-1cm-1] 

E1 5068 5072 194.1 
E2 5044 5048 186.9 
E3 5084 5093 190.8 
E4 5059 5073 188.2 
E5 5069 5073 197.5 
E6 5045 5048 190.2 
E7 5085 5088 194.2 
E8 5060 5062 191.6 

E12 5069 5076 197.5 
E13 5045 5049 190.2 
E14 5085 5088 194.2 
E15 5359 5359 200.7 
E16 5359 5363 200.7 
E17 5319 5323 196.8 
E18 5369 5376 208.3 
E19 5369 5372 208.3 
E20 5329 5336 204.3 
E21 5358 5366 204.1 
E22 5358 5352 204.1 
E23 5318 5325 200.1 
E24 8537 8550 289.6 
E25 8536 8541 292.9 
E26 8319 8328 257.9 
E27 8318 8317 261.2 
C26 5060 5060 155.5 
C27 5060 5059 155.5 
C28 5100 5099 159.5 
E28 5374 5374 200.7 
E29 5333 5331 196.8 
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Tabelle 6-3: Schmelzpunkte bei 260 nm von 2.5 µM Duplex in 10 mM NaPi mit 250 mM 
NaCl. 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

DNA Smp 
[°C] DNA Smp 

[°C] DNA Smp 
[°C] DNA Smp 

[°C] 

E1/C16 76 E3/C16 75 E5/C16 76 E7/C16 70 

E1/C17 75 E3/C17 71 E5/C17 75 E7/C17 74 

E1/C18 77 E3/C18 74 E5/C18 73 E7/C18 72 

E1/C19 71 E3/C19 75 E5/C19 77 E7/C19 70 

E1/C20 77 E3/C20 74 E5/C20 75 E7/C20 71 

E2/C16 75 E4/C16 78 E5/C16 74 E8/C16 76 

E2/C17 77 E4/C17 77 E6/C17 74 E8/C17 73 

E2/C18 70 E4/C18 76 E6/C18 70 E8/C18 74 

E2/C19 75 E4/C19 77 E6/C19 75 E8/C19 76 

E2/C20 77 E4/C20 78 E6/C20 77 E8/C20 75 
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Tabelle 6-4: Schmelztemperaturen bei 260 nm von 2.5 µM Duplex in 10 mM NaPi mit 
250 mM NaCl. 
 
 
 

DNA Smp 
[°C] 

DNA Smp 
[°C] 

DNA Smp 
[°C] 

E12/C16 72 E14/C16 76 E16/C27 65 

E12/C22 72 E14/C22 72 E17/C28 64 

E12/C23 77 E14/C23 77 E18/C26 59 

E12/C24 74 E14/C24 75 E19/C27 56 

E12/C25 71 E14/C25 72 E20/C28 55 

E13/C16 72 E8/C22 75 E21/C26 68 

E13/C22 71 E8/C23 79 E22/C27 63 

E13/C23 72 E8/C24 75 E23/C28 64 

E13/C24 72 E8/C25 76 

E13/C25 73 E15/C26 67 
 
 
Tabelle 6-5: Schmelztemperaturen bei 260 nm von 2.5 µM Duplex in 10 mM NaPi mit 
100 mM NaCl. 
 

 
 
 

 
 
 
 
 
 
 
 

 
 
 
 

DNA Smp [°C] DNA Smp [°C]

E24/C29 77 E26/C31 77 

E24/C30 70 E26/C32 76 

E25/C29 75 E27/C31 77 

E25/C30 69 E27/C32 74 
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6.5.4 Synthese und Charakterisierung von PydG-modifizierten 

Oligonukleotiden 
 
Der Einbau von PydG (0.1 M in DCM) erfolgte nach einem Kupplungsprotokoll 

mit verlängerter Kupplungszeit von 15 min und zusätzlichen Waschschritten. 

 
Tabelle 6-6: MALDI-Massen und Extinktionskoeffizienten. 

 

DNA-Strang ber. Masse 

 [g/mol] 

gem. Masse 

[g/mol] 
ε260 [mM-1cm-1] 

P1 5425 5428 170.1 

P2 5393 5394 176.8 

P3 5375 5375 164.9 

P4 5345 5348 162.2 

P5 5031 5024 153.0 

P6 5080 5077 162.9 

P7 5409 5410 173.4 

P8 5409 5417 173.4 

P9 5369 5376 169.5 

P10 5408 5408 176.8 

P11 5408 5409 176.8 

P12 5368 5365 172.8 

C13 5060 5060 155.5 

C14 5060 5059 155.5 

C15 5100 5099 159.5 
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Tabelle 6-7: Schmelztemperaturen von 2.5 µM Duplex in 10 mM NaPi mit 250 mM NaCl, 

bei unterschiedlichen Wellenlängen. 
 

DNA-Duplex Smp [°C] 
bei 260 nm 

Smp [°C] 
bei 350 nm 

Smp [°C] 
bei 370 nm 

P1/C1 63 66 64 

P2/C2 58 57 57 

P3/C3 52 54 54 

P4/C4 59 60 61 

P2/C5 57 54  
P2/C6 56 56  
P3/C8 53 51  

 
 
 
Tabelle 6-8: Schmelztemperaturen von 2.5 µM Duplex in 10 mM NaPi mit 250 mM NaCl. 
 

DNA-Duplex Smp [°C] 
bei 260 nm 

P3/C9 53 

P3/C10 56 

P2/C7 60 

P5/C11 51 

P6/C12 55 

P7/C13 59 

P8/C14 55 

P9/C15 54 

P10/C13 60 

P11/C14 55 

P12/C15 55 

G1/C11 65 

G2/C12 65 
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