
 
 

 
 

 
 
 

Lichtinduzierbare AntimiR-Sonden zur Regulation von 
miRNA in Neuronen 

& 
Reversible lichtgesteuerte Regulation von Nukleinsäuren 

mit Azobenzol C-Nukleosiden 
& 

Chemo-enzymatische Synthese lichtaktivierbarer  
Nukleinsäuren 

 
 
 

 
 
 

Dissertation 
zur Erlangung des Doktorgrades 

der Naturwissenschaften 
 
 

vorgelegt beim Fachbereich Biochemie, Chemie und Pharmazie 
der Johann Wolfgang Goethe-Universität 

in Frankfurt am Main 
 
 

von 
 

Thomas Goldau 
aus Hessisch Lichtenau 

 
Frankfurt am Main, 2018 

(D 30)





 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 
 

Vom Fachbereich Biochemie, Chemie und Pharmazie  

der Goethe-Universität als Dissertation angenommen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dekan: Prof. Dr. Clemens Glaubitz 

Erster Gutachter: Prof. Dr. Alexander Heckel 

Zweiter Gutachter: Prof. Dr. Harald Schwalbe 

 

Datum der Disputation: 05.07.2018 

Thomas
Typewritten Text



 
 

 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

meiner Familie 



 
 

 



I 
 

 
 

Zusammenfassung 

Nukleinsäuren besitzen neben der Speicherung und Übertragung der genetischen Infor-

mation weitere vielfältige Funktionen in einem komplexen und dynamischen Netzwerk von 

gleichzeitig ablaufenden Prozessen in der Zelle. Die gezielte Kontrolle bestimmter Nukle-

insäuren kann helfen, die jeweiligen Prozesse zu studieren oder auch zu manipulieren. 

Photoaktive Verbindungen, wie photolabile Schutzgruppen oder Photoschalter, sind ideal 

dazu geeignet die Struktur und Funktion von Nukleinsäuren zu studieren. Photolabile 

Schutzgruppen werden dazu meistens auf die Nukleobase installiert und stören die 

Watson-Crick Basenpaarung. Dies verhindert die Ausbildung einer Sekundärstruktur oder 

die Möglichkeit einen stabilen Doppelstrang zu bilden. Licht ist ein nicht-invasives Trigger-

signal und kann mit hoher Orts- und Zeitauflösung angewendet werden, um selektiv die 

temporär geschützten Nukleinsäuren in der Zelle zu aktivieren.  

Das erste Projekt dieser Arbeit ist eine Kooperation mit der Arbeitsgruppe von Prof. Erin 

Schuman (MPI für Hirnforschung) und beschäftigt sich mit der lichtgesteuerten Regulation 

der miR-181a Aktivität in hippocampalen Neuronen von Ratten. Die Langzeitpotenzierung 

(LTP) ist der primäre Mechanismus von synaptischer Plastizität und somit essentiell für 

Lernen und Gedächtnis. Die langfristige Aufrechterhaltung von LTP erfordert eine gestei-

gerte (lokale) Proteinbiosynthese, ein Prozess, der noch nicht vollständig aufgeklärt ist. Die 

miR-181a reguliert die Genexpression von zwei für synaptische Plastizität wichtigen Pro-

teinen, GluA2 und CaMKIIα. Mit einem lichtaktivierbaren AntimiR sollte der Einfluss der 

miR-181a auf die lokale Proteinsynthese von CaMKIIα und GluA2 untersucht werden. Pho-

tolabile Schutzgruppen sollen eine ortsaufgelöste Aktivierung des AntimiRs in den Dendri-

ten ermöglichen. Ein Tracking-Fluorophor sollte die Lokalisierung des AntimiRs und eine 

gezielte Lichtaktivierung ermöglichen. Die Bindung der miRNA sollte fluoreszent visualisiert 

werden können, um eine Korrelation zwischen der inhibierten Menge an miR-181a und den 

neu synthetisierten CaMKIIα-Molekülen zu untersuchen. In diesem Projekt wurden drei 

Konzepte zur Synthese von lichtregulierbaren AntimiR-Sonden verglichen: Das erste Kon-

zept verwendete eine Thiazolorange-basierte Hybridisierungssonde nach Seitz et al. Aller-

dings war mit diesem Konzept der Fluoreszenzanstieg zur Visualisierung der Hybridisie-

rung zu gering. Im zweiten Konzept wurde ein dual-Fluorophor markierter Molecular Bea-

con entwickelt, bei dem die photolabilen Schutzgruppen in der Schleifen-Region die Hyb-

ridisierung der miR-181a vor Belichtung verhinderten. Nach Optimierung der Stammlänge, 

Anzahl und Position der photolabilen Schutzgruppen, sowie Auswahl des idealen Fluoro-

phor-Quencher Paars, konnte nach UV-Bestrahlung in Anwesenheit der miR-181a ein sig-

nifikanter Anstieg des Hybridisierungsreporter-Fluorophors gemessen werden.  
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Das dritte Konzept untersuchte lichtaktivierbare Hairpin-Sonden, bei denen ein Gegen-

strang (Blockierstrang) über einen photospaltbaren Linker mit dem AntimiR verknüpft 

wurde. Dabei musste die optimale Länge des Blockierstrangs und die Anzahl der photo-

spaltbaren Linker im Blockierstrang ermittelt werden, sodass die miR-181a erst nach Pho-

toaktivierung das AntimiR binden und den Quencher-markierten Strang verdrängen 

konnte. Die in vitro Experimente vom Arbeitskreis Schuman waren zu dem Zeitpunkt des 

Einreichens dieser Arbeit noch nicht abgeschlossen. Erste Ergebnisse zeigten, dass der 

mRNA und Protein-Level von CaMKIIα eines gesamten hippocampalen Neurons durch ein 

nicht-lichtaktivierbare AntimiR um den Faktor ~1,5 gesteigert werden konnte. Zudem 

konnte durch die lokale Bestrahlung einer lichtaktivierbaren Hairpin-Sonde die lokale Gen-

expression von CaMKIIα in einem Dendriten deutlich gesteigert werden. 

 

Das zweite Projekt dieser Arbeit beschäftigte sich mit der reversiblen Lichtregulation von 

DNA und RNA durch Azobenzol Photoschalter. Azobenzole eignen sich ideal für die Re-

gulation der Duplexstabilität, denn das planare trans-Azobenzol kann zwischen die Basen 

interkalieren und somit einen Doppelstrang stabilisieren. UV-Licht überführt das trans-Iso-

mer in das cis-Isomer. Dies ist gewinkelt, benötigt mehr Platz und stört dadurch die Stabi-

lität eines Nukleinsäuredoppelstrangs. Entscheidend für die Effizienz der Regulation der 

Duplexstabilität ist der Linker, der das Azobenzol mit der Nukleinsäure verknüpft. Während 

vorangegange Studien von Asanuma et al. unnatürliche Linker (D-Threoninol, tAzo) ver-

wendeten, wurde in dieser Studie das Azobenzol mit der C1‘-Position von (Desoxy-)Ribose 
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verknüpft, um Azobenzol C-Nukleoside 

(pAzo und mAzo) zu erhalten. Der Riboselin-

ker sollte die helikale Natur der Nukleinsäure 

optimal nachahmen und möglichst wenig Stö-

rung des Ribose-Phosphat-Rückgrats bewir-

ken. Thermische Stabilitätsstudien zeigten, 

dass UV-Licht induzierte trans-zu-cis Isome-

risierung den Schmelzpunkt eines RNA- und 

DNA-Duplexes um 5,9 und 4,6 °C erniedrigte. 

Dabei führte der Austausch eines Nukleotids 

gegen pAzo oder mAzo zu einer effektiveren 

Regulation der Duplexstabilität als der zu-

sätzliche Einbau eines Azobenzol C-Nukleo-

sids in die Sequenz. Ein Vergleich mit dem in 

der Literatur etablierten System, tAzo, zeigte, dass pAzo und mAzo teilweise einen stär-

keren Duplexdestabilisierungseffekt nach UV-Bestrahlung bewirkten. Besonders effektiv 

zeigte sich die trans-zu-cis Isomerisierung im Doppelstrang bei Raumtemperatur. Bereits 

bei Raumtemperatur konnten pAzo und mAzo durch UV-Bestrahlung zu über 90% in die 

cis-Form überführt werden. tAzo isomerisierte bei Raumtemperatur nur zu 45 bis 55% und 

Temperaturen über 60 °C waren notwendig für eine ~90%ige Überführung in das cis-Iso-

mer. QM/MM Simulationen vom Arbeitskreis Burghardt erlaubten einen mikroskopischen 

Blick in die molekulare Struktur von pAzo in RNA. Zusammen mit der hohen thermischen 

Stabilität des cis-Isomers über einen breiten Temperaturbereich, der Ermüdungsresistenz 

bei repetitiver Isomerisierung machen die besonderen Isomerisierungseigenschaften pAzo 

und mAzo zu idealen Kandidaten für die Regulation in biologischen Prozessen, bei denen 

auf erhöhte Temperatur verzichtet werden muss.  

 

Eine notwendige Bedingung für die Einführung von photolabilen Schutzgruppen oder Pho-

toschaltern in RNA war die Verwendung von chemischer Festphasensynthese. Die Fest-

phasensynthese hat den Vorteil, dass eine Vielzahl von Modifikationen verwendet werden 

können. Allerdings ist die Länge der herstellbaren Ribonukleinsäuren stark limitiert 

(< 80 nt). Die enzymatische Synthese unterliegt keiner Längenbeschränkung, ist jedoch 

begrenzt in der positionsspezifischen Einführung von Modifikationen. Das dritte Projekt die-

ser Arbeit etablierte im Zusammenarbeit mit Sara Keyhani vom Arbeitskreis Schwalbe die 

erste chemo-enzymatische Methode, die es ermöglicht RNA an einer beliebigen Position 

in der Sequenz mit photolabil geschützten Nukleotiden oder photoschaltbaren Nukleotiden 
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zu modifizieren – ohne die Verwendung von chemischer Festphasensynthese. Dazu wur-

den NPE-geschützte und Azobenzol-modifizierte Nukleosid-3‘,5‘-Bisphosphate syntheti-

siert und sich zu Nutzen gemacht, dass die T4 RNA Ligase 1 modifizierte Nukleosid-3‘,5‘-

Bisphosphate an das 3‘-Ende von RNA ligiert. Ein Vorteil dieser Methode ist, dass das 

3‘-Phosphat den Einbau auf ein einzelnes Nukleotid beschränkt. Es wurde gezeigt, dass 

alle vier NPE-geschützten Nukleosid- (A, C, G, U) sowie zwei Azobenzol C-Nukleosid-3‘,5‘-

Bisphosphate in guten bis exzellenten Ausbeuten an das 3‘-Ende ligiert werden konnten. 

Nach der quantitativen Dephosphorylierung der RNA Stränge mittels rSAP wurde eine 

Splint-Ligation mit einer Donor-RNA und T4 RNA Ligase 2 durchgeführt, um so eine interne 

Modifikation zu erhalten. Alle photoaktivierbaren Modifikationen waren kompatibel zu jeder 

enzymatischen Reaktion. Diese chemo-enzymatische Methode wurde verwendet um die 

lichtinduzierte Ligandenbindung der Aptamerdomäne des 2’-Desoxyguanosin (2’dG) bin-

denden Riboschalters aus Mesoplasma florum NMR-spektroskopisch zu untersuchen. Es 

zeigte sich, dass eine photolabile Schutzgruppe ausreichte, um die Ligandenbindung zu 

inhibieren. Nach Photoaktivierung konnte eine strukturelle Umfaltung und Ligandenbin-

dung des 2’dG Riboschalters nachgewiesen werden. Diese Methode erlaubt den schnellen 

und kostengünstigen Zugang von lichtaktivierbarer RNA ohne Längenbegrenzung. Zudem 

benötigt diese Methode keine speziellen Geräte, wie einen Festphasen-Synthesizer, und 

kann in jedem Labor durchgeführt werden. 
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Abstract 

Apart from encoding and translation the genetic information, nucleic acids possess many 

versatile functions in the complex and dynamic network of simultaneous processes within 

the cell. Targeted control of certain nucleic acids would enable the study or even manipu-

lation of such processes. Photoactive compounds, such as photolabile protecting groups 

and photoswitches, are highly suited for studies regarding the structure and function of 

nucleic acids. Photolabile protecting groups can be attached at a nucleobase to perturbate 

the Watson-Crick basepairing. This prevents the formation of a secondary structure or a 

duplex. Light as a non-invasive trigger signal can be applied in high spatial and temporal 

resolution to selectively activate the temporarily protected nucleic acids in the cell.  

 

The first project of this thesis is a collaboration with the group of Prof. Erin Schuman (MPI 

for brain research) which focuses on the light-regulation of miR-181a activity in rat hippo-

campal neurons. The long-term-potentiation (LTP), the primary mechanism of synaptic 

plasticity, is essential for learning and memory. The long-term maintenance of LTP requires 

(locally) a local incease in protein synthesis by a mechanism which has not been fully elu-

cidated yet. The miR-181a regulates gene expression of two proteins important for synaptic 

plasticity, GluA2 and CaMKIIα. The impact of miR-181 on the local protein synthesis of 

CaMKII and GluA2 was investigated using a light-activatable antimiR. A fluorescent re-

porter should visualize the miR-181a sequestration to correlate the amount of knocked-

down miR-181a with the newly synthesized CaMKIIα molecules. Another tracking-fluoro-

phore allowed for the localization of the antimiR and enabled targeted light activation. In 
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this project, three concepts for the synthesis of light-regulated antimiR probes were com-

pared: The first concept utilized a thiazole-orange based hybridization probe according to 

Seitz et al. However, the fluorescence increase was too low to visualize the hybridization. 

The second concept used a dual fluorophore labeled molecular beacon containing photola-

bile protecting groups in the loop region which prevented the hybridization of miR-181a 

before irradiation. After optimizing the stem length, number and position of the photolabile 

protecting groups, and the selection of the ideal fluorophore quencher pair, the UV irradia-

tion in the presence of miR-181a resulted in a significant increase in fluorescence of the 

hybridization reporter. The third concept investigated the photoactivatable hairpin probes 

in which a complementary strand (blocking strand) was attached to the antimiR via a pho-

tocleavable linker. The length of the blocking strand and the number of photocleavable 

linkers in the blocking strand were optimized to guarantee that only after the photoactivation 

the miR-181a can displace the quencher-labeled strand by binding to the antimiR. The 

neuronal studies of the Schuman group were still ongoing at the time this thesis has been 

submitted. Initial results showed that the total mRNA and protein level of a hippocampal 

neuron of CaMKIIα could be increased by a factor of ~ 1.5 by a non-photoactivatable anti-

miR. In addition, spatial irradiation of a light-activated hairpin probe significantly increased 

the gene expression of CaMKIIα in a small area of a dendrite. 

 

The second project focused on the reversible light-regulation of DNA and RNA utilizing 

azobenzene photoswitches. Azobenzene photoswitches are ideally suited for the regula-

tion of duplex stability, since the planar trans-

azobenzene intercalates between the nucle-

obases and stabilizes a duplex. UV-light swit-

ches the trans-isomer to the cis-isomer. This is 

helical and hence bulkier and thereby perturbs 

the duplex stability. The linker which connects 

the azobenzene with the nucleic acid is crucial 

for the efficiency of the regulation of the duplex 

stability. While the previous studies by Asanuma et al. used unnatural linkers (D-threoninol, 

tAzo), in this study, the azobenzene was linked to the C1'-position of a (deoxy)ribose to 

obtain the azobenzene C-nucleosides (pAzo and mAzo). The ribose-linkage should opti-

mally mimic the helical nature of the nucleic acid and cause minimal perturbation of the 

ribose-phosphate backbone. Thermal stability studies showed that the UV-light-induced 

trans-to-cis isomerization decreased the melting point of an RNA and DNA duplex by 5.9 

and 4.6 °C, respectively. A substitution of a nucleotide by pAzo or mAzo resulted in more 
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pronounced destabilization than the additional incorporation of an azobenzene C-nucleo-

side into the sequence. A comparison with a well-studied system, tAzo, showed that pAzo 

and mAzo partially exhibit stronger duplex 

destabilizing effect after UV irradiation. The 

trans-to-cis isomerization in a duplex at room 

temperature turned out to be outstandingly 

efficient. While tAzo could only be isomerized 

to 45 and 55% to the cis-state at room tempe-

rature, and temperatures above 60 °C were required for ~ 90% conversion to the cis-iso-

mer, pAzo and mAzo achieved a cis-ratio of over 90% by UV irradiation at room tempera-

ture. QM/MM calculations in collaboration with the Burghardt group offered some microsco-

pic insights into the structure of pAzo in RNA. Together with the high thermal stability of 

the cis-isomer over a broad temperature range and the fatigue resistance of the repetitive 

isomerization, the isomerization properties make pAzo and mAzo ideal candidates for the 

regulation of biological processes where an elevated temperature is not applicable. 

 

An unavoidable condition for the introduction of photolabile protecting groups or photoswit-

ches into RNA was the application of chemical solid-phase synthesis. The solid-phase syn-

thesis has the advantage of compatibility with a variety of modifications. However, the 

lengths of the synthesized ribonucleic acids were strongly restricted (<80 nt). The enzyma-

tic synthesis is not limited by the length, but is constrained by the position-specific installa-

tion of modified nucleotides. The third project of this thesis established the first chemo-

enzymatic method that allows for the modification of RNA at any position with photolabile 

protecting groups or photoswitches - without the use of solid-phase synthesis. For this pur-

pose, NPE-protected and azobenzene-modified nucleoside-3',5'-bisphosphates were syn-

thesized and incorporated at the 3‘-end of an RNA using T4 RNA ligase 1, an enzyme 

which is known to accept modified nucleoside-3',5'-bisphosphates. An advantage of this 
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method is that the 3'-phosphate restricts the incorporation to a single nucleotide. It was 

shown that all four NPE-protected nucleoside- (A, C, G, U) and two azobenzene C-nucleo-

side-3',5'-bisphosphates could be ligated to the 3'-end in good to excellent yields. After 

quantitative dephosphorylation of the RNA strands by rSAP, splinted ligation was perfor-

med with a donor RNA and T4 RNA ligase 2 to obtain an internal photoresponsive nucleo-

tide. All used photoactivatable modifications were compatible with all enzymatic steps. This 

chemo-enzymatic method was used to study the light-induced ligand binding of the apta-

mer domain of the 2'dG-sensing riboswitch from Mesoplasma florum by NMR 

spectroscopy. It was shown that just one photolabile protecting group was sufficient to pre-

vent ligand binding. After photoactivation, structural refolding and ligand binding of the 2'dG 

riboswitch have been detected. This method allows for rapid and cost-saving access to 

light-activatable RNA in any length. In addition, this method does not require any special 

equipment, such as a solid-phase synthesizer, and can be performed in any laboratory. 
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 Einleitung 

1.1 Synaptische Plastizität und Langzeitpotenzierung 

Eine der spannendsten Fragen unserer Zeit ist, wie wir lernen und unser Gehirn Erinne-

rungen speichert. Lernen und Gedächtnis wird erst dadurch ermöglicht, dass sich unser 

Gehirn durch Erfahrungen verändert. 100 Milliarden Nervenzellen[1], jede durch 10.000 Sy-

napsen[2] verknüpft, bilden ein neuronales Netzwerk, welches ideale Voraussetzungen für 

diese Adaption (Plastizität) mitbringt. Die Idee des sich anpassenden Gehirns wurde erst-

mals 1949 von Donald Hebb formuliert[3,4] und 20 Jahre später durch die Entdeckung der 

Langzeitpotenzierung (LTP) bewiesen[5,6]. Diese Arbeiten zeigten, dass die Stimulation von 

exzitatorischen (erregenden) Synapsen zu einer über mehrere Tage anhaltenden Verstär-

kung der Synapsen führen kann.[7] Heutzutage ist anerkannt, dass LTP der primäre Me-

chanismus von synaptischer Plastizität ist.[8] Synaptische Plastizität ist der wichtigste Me-

chanismus für Lernen und Gedächtnis und bezeichnet eine aktivitätsabhängige Verstär-

kung oder Schwächung der synaptischen Übertragung.[8] Der Hippocampus ist die am häu-

figsten untersuchte Region im Gehirn, um Lernen und Gedächtnis zu studieren.[9] Die be-

sondere Bedeutung des Hippocampus wird durch einen bekannten medizinischen Fall 

deutlich, bei dem einem an Epilepsie erkrankten Patienten, Henry Gustav Molaison (H.M.), 

der Hippocampus entfernt wurde.[10] Dadurch verlor H.M. die Fähigkeit Neues zu erlernen 

und litt somit an einer anterograden Amnesie.  

L-Glutamat ist der häufigste exzitatorische Neurotransmitter im Nervensystem von Säuge-

tieren, weshalb auch seine Rezeptoren AMPA (α-Amino-3-hydroxy-5-methyl-4-isoxazolp-

ropionsäure) und NMDA (N-Methyl-D-Aspartat) sehr bedeutend für LTP sind.[11] Der AMPA 

Rezeptor (AMPAR) besteht aus einem Heterotetramer der GluA1, GluA2, GluA3 und 

GluA4 Untereinheiten.[12] Verschiedene Studien zeigen, dass der größte Teil von AMPARs 

in hippocampalen Neuronen von Ratten aus den Heteromeren von GluA1 und GluA2 oder 

GluA2 und GluA3 besteht.[13–15] Alle AMPARs sind permeabel für Na+ und K+, wobei nur 

ca. 1% für Ca2+-Ionen durchlässig sind.[16] Diese Impermeabilität der meisten AMPARs re-

sultiert aus einem Editierungsprozess, bei dem eine Aminosäure (Q/R Editierung) ausge-

tauscht wird. NMDA Rezeptoren (NMDARs) sind dagegen permeabel für Na+, K+ und 

Ca2+.[17]  

Bei einem Aktionspotential kommt es zur Exozytose von synaptischen Vesikeln, die Gluta-

mat enthalten (siehe Abb. 1).[11,17] Das in dem synaptischen Spalt freigesetzte Glutamat 

kann an die Glutamat-Rezeptoren AMPA und NMDA des postsynaptischen Neurons bin-

den. Im Ruhepotential ist der NMDAR von einem spannungsabhängigen Magnesium-Ion 
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blockiert, weshalb eine vorhergehende Depolarisation benötigt wird und Bindung von Glu-

tamat an NMDARs (im Ruhepotential) zu keinem Einstrom von Ionen führt. Im Vergleich 

dazu können AMPARs direkt von Glutamat aktiviert werden, sodass Na+ (und Ca2+) ein-

strömen, was zu einer Änderung des Membranpotentials des postsynaptischen Neurons 

führt (siehe Abb. 1 links).[12] Abhängig von der Anzahl und Stärke der angeregten AMPARs 

kann das steigende Membranpotential den Magnesiumblock der NMDARs entfernen 

(siehe Abb. 1 rechts).[17] Dadurch kommt es nach Bindung von Glutamat an NMDAR zum 

Einstrom von Na+ und Ca2+. NMDARs sind verantwortlich für den Haupteinstrom von Ca2+ 

in postsynaptische Neuronen.[18]  

    

Abb. 1 Schematische Darstellung eines „feuernden“ Neurons (links). Das Aktionspotential führt zur Öffnung 
der spannungsabhängigen Ca2+-Kanäle im präsynaptischen Neuron. Dadurch kommt es zur Exozytose von in 
Vesikeln gehülltem Glutamat in den synaptischen Spalt. Im Ruhepotential des postsynaptischen Neurons führt 
nur die Bindung von Glutamat an AMPARs zum Einstrom von Ionen, da der NMDAR durch ein Mg2+-Ion blo-
ckiert ist. Erreicht das postsynaptische Potential einen Schwellenwert, wird der Mg2+-Block entfernt und Bin-
dung von Glutamat an NMDAR führt zum Einstrom von Na+ und Ca2+ (rechts). Die Vorlage zur Zeichnung des 
Neuronen-Gerüstes wurde aus der Internetseite tea.cnx.org[19] entnommen. 

Ca2+ hat einzigartige Funktionen als Sekundärbotenstoff und ist entscheidend für die In-

duktion von LTP. Zur Induktion von LTP wird also eine präsynaptische Aktivität in Form von 

Freisetzung von Glutamat sowie gleichzeitig eine postsynaptische Aktivität in Form einer 

Depolarisation zum Entfernen des Magnesiumionblocks vorausgesetzt.[17] Da ausschließ-

lich die Moleküle, die nur wenige Mikrometer entfernt sind, von Ca2+ aktiviert werden,[20] ist 
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der Prozess von LTP enorm ortsspezifisch, sodass nur aktivierte Synapsen einer Plastizität 

unterliegen. Zentrale Bedeutung von LTP und synaptischer Plastizität hat die Aktivierung 

von CaMKII durch Ca2+. 

1.1.1 CaMKII 

Die Calcium/Calmodulin-abhängige Protein Kinase II (CaMKII) ist ein Ca2+-aktivierbares 

Enzym, welches so hoch exprimiert ist, dass es 1-2% der totalen Proteinmenge im Gehirn 

ausmacht.[21] CaMKII ist besonders an Synapsen angereichert (100 µM)[22] und das häu-

figste Protein der postsynaptischen Dichte[23] (PSD; ein Bereich in postsynaptischen Ner-

venzellen, der besondere Bedeutung für die Organisation von vielen Rezeptoren und Ef-

fektoren hat)[24]. Im Gehirn ist CaMKII ein großes Holoenzym aus zwölf CaMKIIα und 

CaMKIIβ Untereinheiten.[25] CaMKII verhält sich wie ein Schalter, sodass es in einer kom-

pakten (Ca2+/Calmodulin unzugänglichen) und einer erweiterten (Ca2+/Calmodulin zugäng-

lichen) Form vorliegen kann (siehe Abb. 2).[26] Abhängig von der Ca2+-Konzentration kann 

sich ein Ca2+/Calmodulin-Komplex (CaM) bilden.[27] CaM kann an eine Untereinheit der zu-

gänglichen Form von CaMKII binden und diese Untereinheit aktivieren (siehe Abb. 2). Ab-

hängig von der Ca2+-Konzentration kann CaMKII verschieden stark und lang aktiviert wer-

den.[28] Dabei ist die längerfristige Aktivität abhängig von der Autophosphorylierung von 

CaMKII. Ist die Ca2+-Konzentration eher gering und es kommt nicht zur Autophosphorylie-

rung, findet nach 0,1-0,2 Sekunden nach Abfall der Ca2+-Konzentration eine Dissoziation 

von CaM statt und CaMKII ist inaktiv.[21] Wenn die Ca2+-Konzentration für längere Zeit oder 

stärker ansteigt, können die Untereinheiten durch Autophosphorylierung längerfristig akti-

viert werden. Dazu müssen zwei benachbarte Untereinheiten aktiviert werden, sodass es 

zu einer strukturellen Änderung kommt, wodurch eine Untereinheit die benachbarte phos-

phoryliert (Autophosphorylierung). CaMKII funktioniert wie ein kooperativer Schalter, so-

dass nach der Phosphorylierung einer Untereinheit weitere Untereinheiten effektiver akti-

viert werden können, auch wenn die Ca2+-Konzentration niedriger ist als zur Initiation der 

Aktivierungskaskade. Die Enzymaktivität bleibt erhalten, auch wenn die Ca2+-Konzentra-

tion auf den basalen Level sinkt. Allerdings kann CaMKII im Zeitraum von mehreren Minu-

ten durch Phosphatasen deaktiviert werden[29], sodass dieser Zustand als Kurzzeit Poten-

zierung (STP; short time potentiation) bezeichnet wird.[21] Studien zeigten, dass in stimu-

lierten Synapsen die meisten CaMKII ihre Aktivität für zirka eine Minute behalten.[30] Wäh-

rend dieser Zeit kann CaMKII durch mehrfache Calciumpulse längerfristig aktiviert werden 

und somit LTP induzieren. Persistente Langzeitaktivierung benötigt eine vorhergehende 

LTP Induktion. Dabei kann das aktivierte CaMKII in der speziellen Umgebung von der PSD 

mehr als 60 Minuten stabil sein,[25] da dort die Autophosphorylierung schneller ablaufen 

kann als die Dephosphorylierung.[21]  
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Abb. 2 Struktur und Regulation von CaMKII.[21,25] Abhängig von der Ca2+-Konzentration kann Calmodulin Ca2+ 
binden (oben links). CaMKII besteht aus 12 Untereinheiten – zur Übersicht und in Anlehnung an Lisman et 
al.[21] wurden hier nur sechs gezeigt. CaMKII liegt im Gleichgewicht zwischen einer kompakten und erweiterten 
Form vor. Nur die erweiterte Form kann Ca2+/Calmodulin binden und dadurch die entsprechende Untereinheit 
aktivieren. Sind keine benachbarten Untereinheiten aktiviert, so dissoziiert CaM nach Absinken der Calcium-
Konzentration. Kommt es durch eine hohe Ca2+-Konzentration zur Aktivierung von zwei benachbarten Unterein-
heiten, so kann eine Untereinheit die andere phosphorylieren (Autophosphorylierung). Dadurch bleibt das En-
zym aktiv, auch wenn die Ca2+-Konzentration auf den basalen Level sinkt. Durch Phosphatasen kann die Akti-
vität gesenkt werden. Ist die Autophosphorylierung schneller als die Dephosphorylierung, so kann CaMKII in 
eine persistent aktive Form überführt werden, deren Aktivität Stunden anhalten kann. 

Wird CaMKII durch Ca2+ aktiviert, kommt es zu einer Translokation und Diffusin vom Cyto-

plasma zu den Synapsen (siehe Abb. 3).[31] Aktivierte CaMKII binden an synaptische Pro-

teine, hauptsächlich NMDARs, ein Prozess der lokal auf eine Synapse beschränkt ist.[32] 

Dadurch kann CaMKII benachbarte AMPARs phosphorylieren, wodurch diese eine höhere 

durchschnittliche Einzelkanal-Leitfähigkeit besitzen.[33] Dadurch wird bei der Bindung von 

Glutamat mehr Natrium in die Zelle einströmen und das exzitatorische postsynaptische 

Potential (EPSP) wird verstärkt. Dies führt wiederum zu einem häufigeren Entfernen des 

Magnesiumblocks, wodurch mehr Calcium in die Zelle strömen kann. Die Bildung des 

CaMKII-AMPAR-Komplexes hat besondere Bedeutung für das Aufrechterhalten von LTP, 

da dieser Komplex über mehrere Monate stabil sein kann,[7,25] während die meisten CaMKII 

in Dornfortsätzen nur wenige Minuten[30] oder wenige Stunden[25] in der PSD nach synapti-

scher Stimulation aktiv sind. CaMKII kann aber nicht nur die Stärke von AMPARs erhöhen, 

sondern auch deren Anzahl. Während LTP werden durch mehrere, teils ungeklärte[34] Re-

aktionskaskaden in Vesikel gehüllte AMPARs in die synaptische Membran eingebaut, ein 

Prozess, der als AMPA-Trafficking bezeichnet wird (siehe Abb. 3).[35] Dies allerdings ist 

nicht ausreichend zur Verstärkung des synaptischen Signals. Dazu muss ein AMPAR ge-

bundenes Hilfsprotein, Stargazin, von CaMKII phosphoryliert werden, wodurch der extra-

synaptische AMPAR in der Membran durch elektrostatische Wechselwirkung mit PSD-95, 

ein synaptisches Gerüst-Protein, verankert wird (siehe Abb. 3).[25,36] CaMKII hat also eine 

einzigartige Funktion im Prozess von Lernen und Gedächtnis, da es direkt verantwortlich 
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für das Anhalten von LTP ist, sodass dem Enzym eine Gedächtnisfunktion zugesprochen 

werden kann.[21] 

 

Abb. 3 Schematische Darstellung der Prozesse von LTP im postsynaptischen Neuron. 

1.1.2 Lokale Protein Synthese in LTP 

Eine stabile späte Phase von LTP (L-LTP, late phase LTP) ist assoziiert mit der Vergröße-

rung und Umstrukturierung der PSD, sowie Neubildung und Vergrößerung von dendriti-

schen Dornfortsätzen.[37,38] Um dies zu erreichen ist die Synthese von neuen synaptischen 

Proteinen und deren Translokation notwendig.[39] Der zelluläre und molekulare Mechanis-

mus von L-LTP ist noch nicht vollständig geklärt, jedoch scheint der Wachstumsfaktor 

BDNF (brain-derived neurotropic factor) eine entscheidende Rolle zu spielen.[37,39,40] Stu-

dien zeigten, dass durch die Zugabe von BDNF die Genexpression von CaMKIIα, GluA1 

oder PSD-95 in stimulierten Synapsen gesteigert werden konnte.[37,40] BDNF hat auch Ein-

fluss auf die Stärke von präsynaptischen Neuronen und kann die Neurotransmitterfreiset-

zung erhöhen. Die Genexpression von BDNF ist seinerseits abhängig von der Ca2+-Kon-

zentration der Synapse und korreliert somit direkt mit LTP.[40,41] Interessanterweise ist die 

lokale Proteinsynthese in den Dendriten von entscheidender Bedeutung für synaptische 

Plastizität.[42] Dazu müssen die mRNAs in mRNPs (messenger ribonucleoprotein comple-

xes auch als RNA Granula (granules) bezeichnet) gepackt und zu den Dendriten transpor-

tiert werden.[43] Die Repression der Translation durch miRNA ist ein möglicher Regulati-

onsmechanismus um die lokale Proteinsynthese abhängig von der neuronalen Aktivität zu 

regulieren.[44] 
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1.1.3 microRNA in Synapsen 

1.1.3.1 microRNA Biogenese und Genstilllegung 

microRNAs (miRNAs) sind nicht-kodierende, endogen transkribierte, einzelsträngige RNAs 

von ~22 Nukleotiden.[45,46] miRNAs kommen in Menschen, Tieren, Pflanzen sowie Viren 

vor und spielen eine entscheidende Rolle in der sequenz-spezifischen Regulation der post-

transkriptionellen Genexpression – dem Gen-Silencing (Genstilllegung).[47] Mehr als 60% 

aller Säugetier-Gene werden durch miRNA reguliert[48] und deren Dysregulation kann zu 

schweren Krankheiten[49,50] oder Entwicklungsstörungen[51] führen. Die Biogenese der re-

gulatorisch-aktiven reifen miRNA findet in mehreren Schritten innerhalb und außerhalb des 

Zellkerns statt (siehe Abb. 4).[52] Das Primärtranskript (pri-miRNA) wird durch die RNA-

Polymerase II transkribiert,[53,54] hat typischerweise eine Länge von über 1 Kilobasen und 

trägt am 3‘-Ende einen Poly-A-Schwanz, sowie ein 7-Methylguanosin-Cap am 5‘-Ende.[46] 

Noch im Zellkern wird die pri-miRNA durch einen Mikroprozessor-Komplex (mit Drosha – 

einer RNase III Endonuklease und dem Kofaktor DGCR8) zu einer ~60-70 Nukleotid lan-

gen RNA mit charakteristischer Stamm-Schleife-Struktur prozessiert.[47] Diese prä-miRNA 

wird aktiv aus dem Nukleus durch Ran-GTP und Exportin-5 transportiert.[55] Im Cytoplasma 

findet die weitere Prozessierung zur reifen miRNA mittels Dicer, einer RNase III Endonuk-

lease, statt.[47] Dabei wird die prä-miRNA in der Nähe der Schleife geschnitten, sodass eine 

doppelsträngige RNA (dsRNA) mit einem 5‘-Phosphat und einem 3‘-Überhang von zwei 

Nukleotiden an beiden Enden erhalten wird.[47] Der Doppelstrang wird in den RNA-induced 

silencing complex (RISC) geladen. Der Strang mit dem thermodynamisch instabileren 5‘-

Ende (häufig als passenger strand (oder miRNA*) bezeichnet) wird und aus dem RISC 

entlassen,[56] was zu einem schnellen Abbau führt.[47] Der guide strand bleibt im RISC an 

Argonaut Proteinen gebunden, sodass mRNA mit einer komplementären Sequenz an die 

miRNA binden kann. Für die Regulation der Translation von mRNA mittels miRNA werden 

prinzipiell zwei Szenarien unterschieden.[57] Hat die 3‘-UTR (untranslatierte Region) der 

mRNA eine hohe Komplementarität zur miRNA, kann die mRNA durch Ago-2 (ein Argonaut 

Protein) abgebaut werden. Ist die Komplementarität eher gering, kommt es lediglich zur 

Inhibierung der Translation. Die meisten miRNAs zeigen eine unvollständige Komplemen-

tarität, sodass es nur zur Inhibierung und nicht zum Abbau der mRNA kommt. Die genauen 

Mechanismen sind unklar[58] und aktueller Gegenstand der Forschung.[59] Die Regulation 

der Genexpression ist nicht nur durch die verschiedenen Mechanismen hoch komplex, 

sondern auch, weil eine einzelne miRNAs ein paar hundert mRNAs regulieren kann.[60] 

Dabei ist die Regulation weniger ein AN-AUS-Zustand, sondern vielmehr eine Feinregula-

tion der Genexpression.[61] 
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Abb. 4 Mechanismus der microRNA Biogenese und Genstilllegung. Abbildung entnommen aus Schratt et al.[61] 

1.1.3.2 Rolle von microRNA in synaptischer Plastizität 

microRNAs sind besonders in Dendriten angereichert und haben ideale Eigenschaften für 

die Regulation der lokalen Proteinsynthese und somit der synaptischen Entwicklung und 

Plastizität[44], obwohl ihre exakte Bedeutung und Mechanismen noch nicht vollständig ge-

klärt sind.[61] Anhand von in vivo Experimente in Ratten konnte gezeigt werden, dass nach 

Stimulation von LTP der Level diverser miRNAs hochreguliert werden kann (obwohl andere 

Studien auch eine Herunterregulation beobachteten).[62] Durch die Zugabe eines NMDAR 

Inhibitors wurde nach LTP-Induktion ein gesteigerter Level an miRNA beobachtet, was da-

rauf schließen lässt, dass die NMDAR Aktivität den miRNA Level senkt.[63] Während man-

che miRNAs (z.B. miR-132-3p) nach 5 h den basalen Level erreichten, waren andere miR-

NAs (miR-34a-5p und miR-24-3p) über 24 h hochreguliert.[64] Die Rolle der miRNA wird 

bereits durch ihre aktivitätsabhängige Biosynthese deutlich, denn verschiedene Transkrip-

tionsfaktoren sind Ca2+-reguliert.[61] Zudem wird die pri-miRNA, Drosha und DGCR8 ähnlich 

wie die mRNA mit Transport-Partikeln zur PSD transportiert, sodass eine lokale und akti-

vitätsabhängig miRNA Reifung erfolgen kann.[65] Durch Stimulation der Synapsen konnte 

die Dicer-Aktivität gesteigert werden, was zu einer vermehrten Produktion von miRNA in 

den Synapsen führen kann.[66] miRNA181a hat besondere Bedeutung, denn sie kann zwei 

mRNAs binden, die für Proteine kodieren, welche eine wichtige Rolle in der synaptischen 

Plastizität spielen: CaMKIIα[67] und GluA2[68]. Heckel und Schuman et al.[67] zeigten, dass 

die lokal beschränkte Prozessierung von miR181a durch Dicer in hippocampalen Neuro-

nen mittels stimulierter Aktivität gesteigert werden konnte. Dadurch konnte eine lokal ver-

ringerte Expression von CaMKIIα detektiert werden. Schratt et al.[68] zeigten zudem, dass 
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die miRNA181a Expression über Dopamin reguliert wird und durch Kokain oder Ampheta-

min induziert werden kann. Andere Studien zeigten, dass die synaptische Stimulation zu 

einer Inaktivierung einer Komponente des RISC-Komplexes (Armitage) führen kann, so-

dass die Genexpression dynamisch und individuell an verschiedenen Synapsen ablaufen 

kann.[61] Die hier genannten Beispiele sind nur eine kleine Auswahl für die bisher unter-

suchten Zusammenhänge. Für weitere Informationen wird an aktuelle Übersichtsarti-

keln[44,62,69] verwiesen.  

1.1.4 Regulation von microRNA Aktivität durch AntimiRs 

Wie oben beschrieben spielen microRNAs eine entscheidende Rolle in der Regulation der 

Genexpression, denn über 60% aller Gene[48] werden durch miRNAs reguliert. Das macht 

miRNA zu einem interessanten Ziel für diagnostische Funktionsverluststudien und thera-

peutische Anwendungen. Anti-micro-RNAs, kurz AntimiRs, sind chemisch hergestellte und 

modifizierte einzelsträngige Nukleinsäuren, die komplementär zur miRNA sind und somit 

um die Bindung der mRNA konkurrieren.[70] Unmodifizierte Nukleinsäuren haben eine ge-

ringe Stabilität in der Zelle, da sie von Nukleasen (Endonuklease und Exonukleasen) ab-

gebaut werden. Speziell chemisch-modifizierte Nukleobasen (siehe Abb. 5) haben eine 

höhere Affinität zur Ziel-mRNA sowie eine erhöhte Stabilität. Endonuklease-Resistenz 

kann durch die Substitution der 2‘-OH Gruppe der Ribonukleotide erreicht werden. Meis-

tens werden dazu 2‘-Methoxy (2‘-OMe), 2‘-Methoxyethyl (2‘-OMOE), 2‘-Fluor (2‘-F) oder 

locked nucleic acid (LNA) verwendet. Exonukleaseverdau kann durch die Verwendung von 

Phosphorthioaten oder Morpholinos verhindert werden. 

 

Abb. 5 Strukturen von chemisch-modifizierten AntimiR Oligonukleotide. B bezeichnet eine beliebige Nukle-
obase. 

Besonders LNA hat eine höhere Affinität zur miRNA, sodass ein einzelnes LNA Monomer 

den Schmelzpunkt eines Duplex von 2 bis 8 °C erhöhen kann.[71] Durch diese hohe Affinität 

können auch nur acht Nukleotid lange LNA Stränge, sogenannte tiny LNAs, verwendet 

werden.[72] Wird ein 2‘-OMe Oligonukleotid mit terminalen Phosphorthioaten und einem 

3‘-Cholesterol zur verbesserten Zellaufnahme verwendet, wird dies als AntagomiR be-

zeichnet.[73] Der Mechanismus der miRNA Inhibierung hängt von den verwendeten modifi-

zierten Nukleotiden ab. Während hochaffine Oligonukleotide (z.B. LNA/DNA, LNA/2‘-OMe 

oder 2‘-F/MOE Chimere) die miRNA nur hybridisieren und dadurch die Wechselwirkung 

mit der mRNA verhindern, führt die Bindung weniger affiner AntimiRs (2‘-OMe oder 2‘-
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OMOE) zum Abbau der miRNA.[70] AntimiRs werden von der pharmazeutischen Industrie 

als therapeutische Oligonukleotide verwendet und mehrere AntimiRs befinden sich in ver-

schiedenen klinischen Phasen (z.B. Miravirsen gegen miR-122 (Hepatitis C) in Phase IIa, 

MRG-106[74] gegen miR-155 (Anti-Tumor) in Phase I und MRG-201 der Firma MiRagen 

Therapeutics Inc. gegen miR-29b (Anti-Fibrose) in Phase I).  
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1.2 Detektion von Nukleinsäuren mit fluoreszierenden Sonden 

Nukleinsäuren sind Teil des dynamischen Systems in allen lebenden Organismen. Alleine 

mRNA, die nur 1-5% der totalen zellulären RNA ausmacht, hat zwischen 50.000 bis 

300.000 Transkripte in einer Säugetier-Zelle.[75] Abhängig vom Zelltyp und dem 

physiologischen Zustand varriiert die Verteilung von Nukleinsäuren stark. Zur lokalen 

Detektierung von Nukleinsäuren können diese sequenzspezifisch mit fluoreszierenden 

Sonden markiert werden.[76,77] Fluoreszenz hat im Vergleich zu anderen 

Detektierungsmethoden gewissen Vorteile:[78] Erstens ist Fluoreszenz hoch sensitiv und 

selektiv, eine notwendige Bedingung für die Analyse von biologischen Proben in geringen 

Konzentrationen und Volumina. Zweitens ist Fluoreszenzspektroskopie nicht-invasiv und 

beeinflusst somit nicht die Eigenschaften der untersuchten biologischen Probe. Drittens, 

durch die hohe Vielfalt an verschiedenen Fluorophoren können mehrer biologische 

Zielstrukturen gleichzeitig untersucht werden. Fluorogene Sonden werden nicht nur zur 

Detektion von Nukleinsäuren in der Zelle verwendet, sondern sind auch weit verbreitet in 

der molekularen Diagnostik (Taq Man, RT-PCR usw.). 

Die hier vorgestellten fluoreszierenden Sonden bestehen aus Nukleinsäuren, die spezifisch 

mit einer anderen Nukleinsäure hybridisieren können und dabei ein fluoreszierendes Re-

portersignal generieren.[76,77] Abb. 6 zeigt eine Auswahl an fluorogenen Sonden, die auch 

in abgewandelter oder kombinierter Form für die Detektion von Nukleinsäure angewendet 

werden. Die FRET (Förster-Resonanzenergietransfer) Sonde besteht aus zwei mit Fluoro-

phoren modifizierten Nukleinsäuren, die komplementär zu einer Ziel-Nukleinsäure sind. 

Nach Hybridisierung sind Donor-Fluorophor (grün) und Akzeptor-Fluorophor (rot) in räum-

licher Nähe, sodass nach Anregung des Donor Fluorophors die Energie strahlungsfrei auf 

den Akzeptor Fluorophor übertragen wird. Daraufhin emittiert nach Anregung des Donor 

Fluorophors der Akzeptor Fluorophor. Die FRET Effizienz ist im Wesentlichen abhängig 

von drei Faktoren: 1.) Dem Förster-Radius (R0), definiert als der Abstand von Donor und 

Akzeptor, bei dem die Energieübertragung 50% beträgt. Im Beispiel von Cy3 und Cy5 ist 

der FRET-Radius 50 Å. 2.) Dem Überlappungsintegral des Absorptionsspektrums vom Ak-

zeptor mit dem Emissionsspektrum des Donors. 3.) Orientierung der Fluorophore, welche 

eine möglichst parallele angeordnete Schwingungsebene haben sollten.  
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Abb. 6 Übersicht von Sonden zur Detektion von Nukleinsäuren. (a) Hybridisierung von zwei Fluorophor-mar-
kierten Nukleinsäuren (FRET Sonde) mit einer Ziel-Nukleinsäuren. Durch die räumliche Nähe nach der Hybri-
disierung kann ein FRET zwischen dem grünen und roten Fluorophor stattfinden. (b) Hybridisierungssonden 
sind Moleküle, die erst nach Interkalation, also nach Doppelstrangbildung, fluoreszieren (hier dargestellt) oder 
umgekehrt (siehe unten). Im Einzelstrang sind sie (idealerweise) nicht-fluoreszierend. (c) Molecular Beacon 
bestehen aus einer Stamm-Schleife Struktur an dessen Stamm ein Fluorophor-Quencher-Paar angefügt ist. Im 
geschlossenem Zustand ist der Fluorophor (rot) durch den Quencher (braun) gequencht. Durch Hybridisierung 
mit der Ziel-Nukleinsäure öffnet sich die Struktur, Fluorophor und Quencher werden räumlich getrennt, was zur 
Fluoreszenz führt. (d) Bei einer Strangverdrängungssonde ist ein Quencher-Strang mit der Sonde hybridisiert. 
Erst nach Bindung mit der Ziel-Nukleinsäure wird der Quencher-Strang verdrängt, was in gesteigerter Fluores-
zenz resultiert. 

Manche Chromophore, wie Ethidiumbromid oder SYBR Gold zeigen durch Wechselwir-

kung mit Nukleinsäuren einen deutlichen Anstieg der Fluoreszenz.[79] Dieses Konzept 

wurde zur Entwicklung von Hybridisierungssonden verwendet. Hybridisierungssonden 

(siehe Abb. 6) sind Nukleinsäure, die kovalent mit Fluorophoren markiert sind, welche nur 

unter bestimmten Bedingungen emittieren.[76,77,79] Eine Gruppe bilden die fluoreszierende 

Basenanaloga[79] (siehe Abb. 7) wie 2-Aminopurin (2AP)[80], Pteridine (1)[81] und Pyrollo-

dC[82]. Diese Chromophore zeigen eine hohe Fluoreszenzquantenausbeute frei in Lösung 

und im Einzelstrang, haben jedoch eine stark reduzierte Fluoreszenz im Doppelstrang.[79] 

Ein weiterer wichtiger Vertreter von Hybridisierungssonden ist das Thiazolorange (TO). An-

ders als die fluoreszierenden Basenanaloga führt die Bildung eines Doppelstranges zu ei-

nem über 10.000-fachen Anstieg der Fluoreszenz (im Vergleich zum freien TO).[83] Dabei 
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bindet TO nicht in einer Furche der Nukleinsäure, sondern interkaliert in den Basensta-

pel.[83,84] In freier Lösung oder im Einzelstrang kann im angeregten Zustand die Energie 

durch Rotation um die Methin-Brücke strahlungslos verwendet werden (siehe Abb. 7).[85,86] 
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Abb. 7 Chemische Strukturen von fluoreszierenden Basenanaloga: 2-Aminopurin (2AP), Ptertipine (1) und 
Pyrrolo-dC. Struktur von Thiazolorange (TO) (rechts). In Lösung oder im Einzelstrang kann die absorbierte 
Energie durch Rotation um die Methinbindung strahlungslos abgegeben werden. 

Interkaliert TO jedoch im Basenstapel eines Doppelstranges, wird die Rotation verhindert 

und es kommt zu einem Anstieg der Fluoreszenz. Der Anstieg der Fluoreszenz ist stark 

sequenzabhängig[87,88] und konnte sogar zur Detektion von Einzelbasen-Polymorphismus 

verwendet werden.[85,89] Seitz et al.[90] verknüpften TO mit einen Serinol-Linker, insertierten 

dies mittels Festphasensynthese in Nukleinsäuren und bezeichnet es als FIT (Forced In-

tercalation)-Probes. Bei der Modifikation einer Nukleinsäure mit einer oder zwei FIT Probes 

konnte die Fluoreszenzquantenausbeute nach Hybridisierung um das 10 und 12,5-fach 

gesteigert werden.[91] 

 
Abb. 8 FIT-Probe nach Seitz et al.[90] Thiazolorange (TO) wurde über ein Serinol-Linker in Nukleinsäuren ein-
gebaut. 

Molecular Beacons wurden 1996 von Tyagi und Kramer[92] eingeführt und sind die am 

weitest verbreiteten[76] und am besten untersuchtesten[77] Hybridisierungssonden. Sie 

bestehen aus einer 15-30 Nukleotid langen Schleife, die komplementär zur Ziel-

Nukleinsäure ist und aus einem Stamm von 5-8 Nukleotiden, welcher sich nach 

Hybridisierung öffnet.[76] Ein Fluorophor und Quencher Paar befindet sich terminal am 5‘- 

und 3‘-Ende des Stammes, sodass der Molecular Beacon im geschlossenen Zustand nicht 

fluoresziert. Erst nach Bindung der Ziel Nukleinsäure, Öffnung des Stammes und somit 

Distanzierung von Fluorophor und Quencher, steigt die Fluoreszenz an. 

Eine weiteres Konzept einer fluoreszierenden Sonde beruht auf der Verdrängung eines 

Quencher-markierten Stranges und wird deswegen hier als Strangverdrängungs-Sonden 

bezeichnet (in der Literatur auch als Ying-Yang-Sonde bezeichnet; siehe Abb. 6).[93] Bei 
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diesem Konzept ist die zur Ziel-Nukleinsäure komplementäre Nukleinsäure mit einem Flu-

orophor markiert. Vor der Strangverdrängung ist ein kurzer Gegenstrang mit einem Quen-

cher hybridisiert, sodass der Fluorophor nicht emittiert. Da die Ziel-Nukleinsäure einen 

stabileren Doppelstrang ausbilden kann, wird der Quencher-Strang verdrängt. Dadurch 

wird die Hybridisierung mit der Ziel-Nukleinsäure durch Fluoreszenz visualisiert. 
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1.3 Lichtregulation mit photolabilen Schutzgruppen 

Viele chemische und biologische Systeme besitzen ein komplexes und hoch dynamisches 

Netzwerk von gleichzeitig ablaufenden Prozessen. Eine wissenschaftliche Herausforde-

rung ist die Aufklärung und Regulation dieser Systeme durch Kontrolle der simultanen Pro-

zesse. Dazu können Schutzgruppen verwendet werden, die selektiv installiert werden kön-

nen und dadurch bestimmte Prozesse temporär verhindern. Erst nach der Abspaltung der 

Schutzgruppe kann der zu untersuchende Prozess wieder ablaufen. Häufig in der organi-

schen Synthese verwendete Schutzgruppen (z.B. Silyl, Acetyl) benötigen zur Abspaltung 

eine Änderung des pH-Wertes, der Temperatur oder die Zugabe von Reagenzien (z.B. 

Oxidations-/Reduktionsmittel, Fluorid). Dadurch kann jedoch das zu untersuchende Sys-

tem verändert werden. Eine Alternative bieten photolabile Schutzgruppen (PPGs: photore-

movable protecting groups), die durch Bestrahlung mit Licht einer bestimmten Wellenlänge 

selektiv entfernt werden können.[94] Wird eine photolabile Schutzgruppe auf einer funktio-

nellen chemischen Gruppe installiert, kann diese nicht mehr in einer Reaktion oder anderen 

(biologischen) Wechselwirkung teilnehmen. Nach Bestrahlung und somit Abspaltung der 

Schutzgruppe, wird die Funktion des temporär geschützten Moleküls wiederhergestellt. Be-

sonders für biologische Anwendungen besitzen photolabile Schutzgruppen entscheidende 

Vorteile gegenüber konventionellen Schutzgruppen:[95,96] Photolabile Schutzgruppen kön-

nen mit einer hohen Orts- und Zeitauflösung abgespalten werden. Moderne Lasermetho-

den ermöglichen die Freisetzung in geringen Volumina, sodass einzelne Zellen und sogar 

Zellbereiche von Organismen selektiv untersucht werden können. Durch die Dauer der Be-

strahlung lässt sich effizient die freigesetzte Dosis kontrollieren. Zusätzlich ist die Lichtak-

tivierung ein nicht-invasiver Prozess. Im Vergleich zu konventionellen Schutzgruppen ist 

die Zugabe von weiteren Reagenzien, die das System verändern könnten, somit nicht not-

wendig. Durch die Wahl einer geeigneten Wellenlänge (langwelliges UV oder vis Licht) wird 

das biologische System im Regelfall nicht beeinträchtigt. Einige Modellorganismen, wie 

Fadenwürmer (C.elegans) oder Zebrafische sind (zumindest teilweise in manchen Entwick-

lungsstadien) transparent und eignen sich somit ideal für eine Lichtregulation.[97] Äußere 

Anwendungen wie z.B. dermal oder im Auge sind auch in höheren Organismen möglich. 

Durch Weiterentwicklung von photolabilen Schutzgruppen, die im nahem-Infrarotbereich 

abspaltbar sind, kann auch eine Penetration in tieferes Gewebe erreicht werden.[98] 

Die erste Verwendung von photolabilen Schutzgruppen für biologisch aktive Moleküle 

wurde von Engels et al.[99] 1977 publiziert. Sie synthetisierten ein ortho-Nitrobenzyl-ge-

schütztes zyklischen Adenosinmonophosphat (cAMP) (siehe Abb. 9, oben). Im Jahre 1978 

schützten Kaplan et al.[100] ein Adenosin Triphosphat (ATP) mit ortho-Nitrobenzyl-Derivaten 

und untersuchten damit die Na+/K+-ATPase (siehe Abb. 9, unten). In dieser Publikation 
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wurde auch der Begriff caged compounds zur Bezeichnung von photolabil-geschützten Bi-

omolekülen geprägt. 

 
Abb. 9 Photolabil geschütztes cAMP (oben) nach Engels et al.[99]. Nach Belichtung wird die ortho-Nitrobenzyl-
Schutzgruppe abgespalten und cAMP und ortho-Nitrosoaldehyd 4 werden erhalten. Photolabil geschütztes 
ATP nach Kaplan et al.[100] (unten). Die ortho-Nitrobenzyl (R = H) oder ortho-Nitrophenylethyl (R = CH3) Schutz-
gruppen sind am γ-Phosphat angebracht. Nach Photolyse (λ = 340 nm) entstehen Nitrosoaldehyd 6 (R = H) 
oder Nitrosoketon 7 (R = CH3). 

Photolabile Schutzgruppen müssen diverse Anforderungen erfüllen, um in biologischen 

Systemen effektiv zu sein:[95] Die Installation der photolabilen Schutzgruppe sollte einfach 

und selektiv erfolgen. Für weitere chemische Umsetzungen muss die Schutzgruppe eine 

gewisse Stabilität aufweisen. Sie sollte löslich und unter den Bedingungen des zu untersu-

chenden Systems (z.B. in der Zelle) stabil sein. Die Entschützung sollte schnell, effizient 

und möglichst ohne Bildung von toxischen Nebenprodukten ablaufen. Zudem darf die Wel-

lenlänge zur Belichtung das biologische System nicht beeinflussen.  

1.3.1 Nitrobenzylartige Schutzgruppen 

Eines der am häufigsten verwendeten und am besten untersuchten photolabilen Schutz-

gruppen ist vom Typ ortho-Nitrobenzyl 8.[94] Der Mechanismus der Photolyse beginnt mit 

einem Hydrogentransfer von der benzylischen Position des ortho-Alkyl Substituenten und 

formt ein aci-Nitro-Tautomer 9, was zum Benzoxazolidin 10 zyklisiert (siehe Abb. 10).[101–

103] Nach Bildung des Halbacetals 11 wird schließlich die Abgangsgruppe und Nitrosoalde-

hyd 12 freigesetzt. Ein Nachteil des unmodifizierten ortho-Nitrobenzyls (oNB) 8 ist, dass 

das Nebenprodukt der Photolyse, der Nitrosoaldehyd 12, eine reaktive und toxische Ver-

bindung ist.[94,103] 

 
Abb. 10 Photolysemechanismus einer ortho-Nitrobenzyl-Schutzgruppe.[103] 
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Durch die Einführung einer Methylgruppe an der benzylischen Position wird ortho-Nitro-

phenylethyl (NPE) erhalten. Im Vergleich zum unsubstituierten ortho-Nitrobenzyl, lässt sich 

dies effizienter photolysieren und das Nebenprodukt (Nitrosoketon) ist nicht toxisch. Wei-

tere bekannte Vertreter von photolabilen Schutzgruppen sind Cumarine, para-Hydroxy-

phenacyl (pHP), NDBF und BODIPY.[94,95,103,104] 

Photolabile Schutzgruppen können nahezu auf allen Molekülen installiert werden. Für die 

Regulation von biologischen Prozessen wurden sie bereits auf Proteine, Peptide, Neuro-

transmitter, Metabolite, Fettsäuren, Steroide, Hormone, Ionen und Nukleinsäuren instal-

liert.[95,105] Da sich diese Arbeit thematisch mit der Regulation von Nukleinsäuren befasst, 

wird im Folgenden ausführlicher darauf eingegangen. 

1.3.2 Photolabile Schutzgruppen zur Regulation von Nukleinsäuren 

Abgesehen von der Speicherung von Informationen, haben Nukleinsäuren weitere vielfäl-

tige Funktionen. Die Regulation der Struktur der Nukleinsäure und damit dessen Funktion 

wäre ein mächtiges Werkzeug, um diese Funktionen zu erforschen und zu regulieren. Die 

Lichtregulation von Nukleinsäure kann prinzipiell in verschiedene Bereiche (siehe Abb. 11) 

gegliedert werden: 

a.) Durch die Einführung von photolabilen Schutzgruppen kann die lokale Struktur der Nuk-

leinsäure gestört werden (siehe Abb. 11a).[106–108] Eine genau definierte Struktur ist essen-

tiell für die Erkennung[108–110] (z.B. von Metaboliten oder Proteinen) und /oder für katalyti-

sche Funktionen[111,112] einer Nukleinsäure. Erst nach Bestrahlung wird die native Struktur 

erhalten und die Funktion wiederhergestellt. Photolabile Schutzgruppen können dazu ent-

weder an den exozyklischen Funktionen der Nukleobasen, der 2‘-OH Gruppe oder dem 

Phosphordiester[110,113–115] installiert werden (siehe Abb. 11 rechts oben).[105,106,116] Bei die-

sem Konzept sind genaue Informationen über die Struktur essentiell, damit die Schutz-

gruppe an der effektivsten Stelle eingeführt werden kann. 

b.) Befinden sich ausreichend photolabile Schutzgruppen auf einer Nukleinsäure, so kann 

die Hybridisierung mit einem Gegenstrang vollständig inhibiert werden (siehe Abb. 

11b).[117–119] Erst nach Abspaltung der Schutzgruppen kann ein Duplex erhalten werden. 

Mehrere Schutzgruppen sind notwendig, aber es ist keine genaue Information über Funk-

tion-Struktur-Beziehung erforderlich.  
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Abb. 11 Schematische Darstellung der verschiedenen Konzepte zur Lichtregulation von Nukleinsäuren. Pho-
tolabile Schutzgruppen können an den exozyklischen Funktionen, der 2‘-OH Gruppe oder dem Phosphordies-
ter installiert werden, um die lokale Struktur (a) oder die vollständige Hybridisierung (b) zu regulieren. Photo-
spaltbare Linker im Phosphatrückgrat können eine Nukleinsäure in mehrere kleine Teile spalten (c). Dadurch 
kann ein Doppelstrang oder Haarnadelschleife aufgelöst und ein Einzelstrang erhalten werden. Photolabil-zyk-
lisierte Nukleinsäuren können erst nach Belichtung einen stabilen Duplex bilden. Die Zyklisierung kann über 
photolabile Schutzgruppen im Rückgrat oder auf der Nukleobase erfolgen. 

c.) Der dritte Bereich unterscheidet sich von den ersten beiden, da hier nicht die Wechsel-

wirkungen von Doppelstränge oder Sekundärstrukturen mit photolabilen Schutzgruppen 

auf den Nukleobasen verhindert werden. Durch die Installation von photospaltbaren Lin-

kern in das Phosphatrückgrat einer Nukleinsäure kann durch Bestrahlung ein stabiler 

Duplex oder eine Sekundärstruktur aufgelöst werden (siehe Abb. 11c).[97,120–127] Dadurch 

kann deren Funktion ausgeschaltet werden oder der entstehende Einzelstrang kann eine 

andere Nukleinsäure binden.  Die photospaltbare Nukleinsäure kann im intermolekularen 

oder intramolekularen Duplex vorliegen. Beim intramolekularem Duplex (Hairpin) ist der 

teilkomplementäre Gegenstrang (grau; siehe Abb. 11c) durch einen photolabilen Linker 

verknüpft und verhindert die Hybridisierung mit einer weiteren Nukleinsäure.[97,123,124] Be-

lichtung destabilisiert den Duplex stark, sodass durch Strangverdrängung mit einer voll-

ständig komplementären Nukleinsäure ein thermodynamisch stabilerer Duplex gebildet 

werden kann. Im Vergleich zu b) werden weniger photolabile Schutzgruppen benötigt, um 

eine Duplexbildung zu verhindern. Allerdings muss die Länge des intramolekularen Duplex 
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aufwändig ermittelt werden, um einerseits einen stabilen Doppelstrang im geschützten Zu-

stand und andererseits eine effiziente und schnelle Umhybridisierung (Strangverdrängung) 

nach Belichtung zu gewährleisten.[123] 

d.) Eine Alternative zum temporären Verhindern der Hybridisierung bietet die photolabile 

Zyklisierung von Nukleinsäuren.[97,128,129] Zyklisierte Strukturen besitzen eine „ungünstige“ 

oder gespannte Konformation und verhindern dadurch die Hybridisierung. Erst nach Be-

lichtung wird ein linearer Strang erhalten, der eine weitere Nukleinsäure binden kann. Die 

Zyklisierung kann durch photolabile Schutzgruppe im Rückgrat[97,129] (Vergleich Konzept c) 

oder mittels funktionellen Gruppen (z.B. über Click-Chemie) von photolabilen Schutzgrup-

pen auf der Nukleobase[128] (vergleich Konzept a) erzielt werden. Der Vorteil dieser Me-

thode ist, dass wenig photolabile Schutzgruppen notwendig sind, um sogar große Nukle-

insäuren an der Hybridisierung zu hindern. Allerdings muss die Anzahl und Position der 

Veknüpfungsstellen experimentell ermittelt werden. Es zeigte sich, dass für größere Nuk-

leinsäuren (90mer DNA) mehrfache Zyklisierungen notwendig waren.[128] 

Photolabile Schutzgruppen können auf diverse Weise in Nukleinsäure eingeführt werden. 

Die am häufigsten verwendete Strategie zur Synthese von photolabil geschützten Nukle-

insäuren ist über die Festphasensynthese (siehe Kapitel 1.5). Dabei werden die zuvor che-

misch hergestellten photolabil-geschützten Phosphoramidite spezifisch in die Sequenz ein-

geführt. Viele photolabile Schutzgruppen wie NPE, NPP, Cumarin, NDBF, pHP und deren 

Derivate wurden bereits auf diesem Weg erfolgreich installiert. Die Schutzgruppen müssen 

dafür allerdings unter den Festphasen- und Aufreinigungsbedingungen stabil sein.  

 
Abb. 12 Reaktionsschemata von Beispielen zur postsynthetischen Einführung von photolabilen Schutzgruppen 
auf Nukleinsäuren. Convertible nucleosides können eine chemische Gruppe aktivieren, sodass diese von pho-
tolabilen Schutzgruppen (hier NPP-NH2 14) substituiert werden kann (oben). Der Phosphordiester 16 kann 
statistisch mit Diazo-Derivaten 17 modifiziert werden (unten). 
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Alternativ können photolabile Schutzgruppen postsynthetisch eingeführt werden. Die Ein-

führung kann mit convertible nucleosides durchgeführt werden (siehe Abb. 12).[130] Eine 

durch Festphasensynthese hergestellte Nukleinsäure besitzt spezielle funktionelle Grup-

pen (z.B. para-Chlorbenzol 13), die durch photolabile Schutzgruppen substituiert werden 

können. Allerdings ist die Ausbeute stark von der Nukleophilie der Schutzgruppe abhängig 

und konnte nur für primäre Amine wie NPP-NH2 14 gezeigt werden.[130] Friedman et al. 

zeigte mittels postsynthetischer Einführung von photolabilen Schutzgruppen 17 am Phos-

phatrückgrat die Regulierung von siRNA (siehe Abb. 12 unten).[114,115] Die Installation er-

folgte statistisch und es konnte kein An/Aus-Verhalten beobachtet werden. Auch durch die 

Verwendung von Phosphorthioaten können photolabile Schutzgruppen am Phosphatrück-

grat eingeführt werden.[111,112] 

In den meisten Anwendungen von lichtaktivierbaren Nukleinsäuren wurde die Genexpres-

sion reguliert.[95] Deiters et al.[131] regulierten die Transkription mit einem lichtaktivierbaren 

Decoy (siehe Abb. 13 oben). Decoys sind kurze Nukleinsäuren, die eine Haarnadelstruktur 

besitzen und Transkriptionsfaktoren (hier: NF-κB) binden, wodurch die Transkription nicht 

initiiert werden kann. Drei photolabile Schutzgruppen im Decoy verhinderten die Bindung 

von NF-κB. Stattdessen band NF-κB an die endogene Bindungsstelle und initiierte die 

Transkription.[131] Nach Belichtung und Freisetzung des „aktiven“ Decoys wurde die Tran-

skription inhibiert.  

 

Abb. 13 Photochemische Kontrolle der Genexpression mit NF-κB nach Deiters et al.[131] und Heckel et al.[122]. 
Oben: Photolabile Schutzgruppen im Decoy verhindern die Bindung von NF-κB mit dem Decoy (Zur Vereinfa-
chung ist hier nur eine anstatt drei photolabile Schutzgruppen gezeigt). NF-κB bindet an die genomische Bin-
destelle und initiiert die Transkription. Nach UV-Bestrahlung kann sich die Haarnadelschleife des Decoys bilden 
und NF-κB bindet den Decoy. Die Transkription wird inhibiert. Unten: NF-κB bindet den Decoy, die Transkription 
findet nicht statt. UV-Belichtung spaltet den Decoy in zwei Nukleinsäuren. Dadurch kann keine Haarnadel-
schleife ausgebildet werden. NF-κB kann den Decoy nicht mehr binden und die Transkription findet statt. 
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Heckel et al.[122] führten einen photospaltbaren Linker vom Cumarin-Typ in den Decoy ein. 

Vor Belichtung kann NF-κB den Decoy binden und die Transkription wird nicht initiiert. Be-

lichtung spaltet den Decoy, sodass NF-κB an die genomische Bindestelle bindet und die 

Transkription initiiert wird. 

1.3.2.1 Regulation von miRNA mit lichtinduzierbaren AntimiRs 

Ein interessantes Thema ist die Lichtregulation der Genexpression durch miRNA Stillle-

gung (siehe Kapitel 1.1.3.1 zur Einführung von miRNA und AntimiRs). Viele miRNAs wer-

den ubiquitär exprimiert und können je nach zellulärem Umfeld verschiedene, sogar ge-

gensätzliche Effekte bewirken.[47] Eine systemische Applikation von AntimiRs könnte zu 

erheblichen Nebenwirkungen führen. Zumal der Effekt häufig langanhaltend ist.[73] Durch 

Bestrahlung kann ein AntimiR mit hoher Orts- und Zeitspezifität aktiviert werden.[97,117,118,132] 

Heckel et al.[118] synthetisierten ein lichtaktivierbares AntagomiR gegen miR-92a zur Regu-

lation der Angiogenese in humanen Zellen (siehe Abb. 14). Ein Screening ergab, dass 

sechs photolabile Schutzgruppen (NPE) auf einem 21mer 2’OMe-RNA notwendig waren, 

um eine Hybridisierung mit der miR-92a zu verhindern. Nach Belichtung wurde die miR-

92a Expression um 90% reduziert, was zu einem Anstieg der ITGα5 mRNA Expression 

von ca. 200% führte. Die Wundheilung (bzw. das Spheroid sprouting) nach lichtinduzierter 

Aktivierung des AntimiRs zeigte einen vergleichbaren Effekt, wie die nicht lichtaktivierbare 

Positivkontrolle und deutlich bessere Wundheilung als die Negativkontrolle (siehe Abb. 14 

rechts). Die Regulation von Angiogenese könnte beispielsweise nach einem Herzinfarkt 

die Neubildung von Blutgefäßen und somit den Blutfluss deutlich verbessern bzw. wieder-

herstellen.[133]  

 
Abb. 14 Regulation der Angiogense mit lichtinduzierbaren AntimiRs nach Heckel et al.[118] Nach Belichtung 
kann das AntimiR die miR-92a binden, was zu einer gesteigerten Ziel-mRNA Expression führt und dadurch die 
Wundheilung beschleunigt. Nachgewiesen wurde die beschleunigte Heilung anhand des Spheroid sprouting. 
Abbildungen entnommen und modifiziert aus der Dissertation von Florian Schäfer.[134] 
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Deiters et al. zeigten 2012 als erstes die Regulation von miRNA mit lichtaktivierbaren An-

timiRs.[132] Dazu synthetisierten sie ein AntimiR mit drei bis vier photolabilen Schutzgruppen 

(NPOM). Sie regulierten Luciferase und EGFP (enhanced GFP, green fluorescent protein) 

Reportergene mit einem lichtaktivierbaren AntimiR gegen miR-21 in humanen Zellen. Dazu 

transfizierten sie ein Plasmid mit dem Luciferase Gen und einer Bindungsstelle (die kom-

plementäre Sequenz) der miR-21. Bindet die miRNA an die komplementäre Sequenz, wird 

das Luciferase Gen nicht exprimiert. Nach Belichtung bindet das AntimiR die miRNA und 

die Genexpression von Luciferase konnte um den Faktor drei gesteigert werden. 

Li et al.[123] regulierten die miRNA lys-6 in dem transparenten Modellsystem C. elegans mit 

einem lichtaktivierbaren AntimiR. Die miRNA lys-6 ist nur in einem Neuron exprimiert und 

dort Verantwortlich für die Zellentwicklung. Zum Nachweis der miRNA Regulation wurde 

ein GFP Reportergen verwendet. Sie verwendeten einen photospaltbaren Linker (von or-

tho-Nitrobenzyl-Typ) neben einem Cumarin, um einen Gegenstrang (Blockierstrang) kova-

lent mit einem AntimiR zu verknüpfen (siehe Abb. 11c und Abb. 15).[123] Dadurch sollte vor 

Belichtung die Hybridisierung mit der miRNA verhindert werden. Durch Anregung des 

Cumarins mit UV-Licht oder Zweiphotonen-Anregung, konnte die Energie auf die Nitro-

benzyl-Photoschutzgruppe übertragen werden.[135] Dadurch wurde die uncaging cross sec-

tion (Produkt von uncaging Quantenausbeute und Extinktionskoeffizient) vom Nitrobenzyl-

Linker enorm erhöht. Zusätzlich konnte das Entschützen visualisiert werden, da die Fluo-

reszenz des Cumarins nach Abspaltung des photolabilen Linkers deutlich anstieg.[123] Bei 

diesem Konzept ist zu beachten, dass es sich nicht um eine lichtaktivierbare fluorogene 

Sonde (vergleich Kapitel 1.3.2.2), sondern um einem photolabil geschützten Fluorophor, 

handelt. Das AntimiR wurde so konstruiert, dass nach Belichtung der Gegenstrang bei 

Raumtemperatur dissoziierte, sodass der AntimiR-Strang (siehe Abb. 15 gelb) frei vorlag 

und die miRNA den freien Strang binden konnte.[123] Somit fand bei diesem Konzept keine 

Verdrängung des Gegenstranges durch miRNA Bindung statt. Haben die Gegenstränge 

eine Länge von 13 oder 14 Nukleotiden, dissoziierten diese bei Raumtemperatur nicht. Der 

intermolekulare Duplex war dann so stabil, dass die miRNA selbst nach Belichtung den 

AntimiR Strang nicht binden konnte. Folglich konnte mit Gegensträngen der Längen von 

13 und 14 Nukleotide kein biologischer Effekt nachgewiesen werden (siehe canti_lys-6_13 

und canti_lys-6_14 in Abb. 15). War der Gegenstrang nur neun Nukleotide lang, konnte 

die miRNA auch vor Belichten binden, wodurch eine hohe Hintergrundaktivität erhalten 

wurde (siehe canti_lys-6_9 in Abb. 15). Einen ausbalancierten Effekt konnte Li et al.[123] 

mit einer Gegenstranglänge von zehn bis zwölf Nukleotiden erzielen. Mit diesen Längen 

konnte erst nach Belichtung der biologische Effekt signifikant gesteigert werden. 



      
 

22       Einleitung 

 
Abb. 15 Lichtaktivierbares AntimiR nach Li et al.[136] Das AntimiR (gelb) ist über einen Cumarin (rot) benach-
barten photospaltbaren Nitrobenzyl-Linker (lila) mit einem Blockierstrang (grün) verknüpft. Die Länge des Blo-
ckierstrangs wurde variiert, um keinen Effekt vor Belichtung und einen maximalen Effekt nach Bestrahlung zu 
erzielen. Rechts ist die Auswertung der Fluoreszenz des GFP-Reportergens vor und nach Belichtung in den 
Neuronen gezeigt. Die rechte Abbildung wurde aus Li et al.[136] entnommen. 

Dmochowski et al.[97]  synthetisierten ein lichtaktivierbares AntimiR zur Regulation der let-7 

miRNA in Zebrafisch Embryonen. Sie verwendeten eine Haarnadelstruktur, bei dem der 

Gegenstrang über einen photospaltbaren Linker intramolekular verbunden ist (siehe Abb. 

16). Im ersten Ansatz benutzen sie ein 12mer Gegenstrang, welcher über ein Nitrobenzyl-

basierten photospaltbaren Linker mit einem 22mer AntimiR verknüpft ist. Vor Belichtung 
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Abb. 16 Lichtaktivierbares AntimiR nach Dmochowski et al.[97] Das 22mer 2’OMe-AntimiR (blau) ist mit einem 
photospaltbaren Linker (ortho-Nitrobenzyl) mit einem 12mer Gegenstrang (rot) verknüpft (oben). Zur Steige-
rung der Effizienz wurde der Gegenstrang auf ein 19mer (10mer (pink) + 8mer (braun)) verlängert, in dessen 
Mitte ein weiterer photoschaltbarer Linker eingefügt wurde. 

lag der Schmelzpunkt über 85 °C und nach UV-Licht Bestrahlung sank dieser auf 64 °C. In 

vivo Studien zeigten allerdings eine Hintergrundaktivität von 20% im geschützten Zustand. 

Zur Senkung der Hintergrundaktivität wurde der Gegenstrang auf 19 Nukleotide verlängert. 

Damit nach Photolyse eine effiziente Bindung der miRNA erfolgen konnte, wurde in die 

Mitte des 19mer Gegenstranges ein weiterer photospaltbarer Linker eingefügt. Dadurch 

wurde der Gegenstrang in zwei kleine Nukleinsäuren gespalten, die entweder bei Raum-

temperatur dissoziieren oder von der miRNA verdrängt werden können. Schmelzpunktstu-

dien zeigten, dass die Haarnadelstruktur mit zwei photospaltbaren Linker einen Schmelz-

punkt von 71 °C hatte, welcher nach Belichtung auf 33 °C sank. Interessanterweise war 
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der Schmelzpunkt des Konstruktes mit dem 19mer Gegenstrang und zwei photospaltbaren 

Linker deutlich niedriger als der Schmelzpunkt des Konstruktes mit einem 12mer Gegen-

strang. Die Lücke des photospaltbaren Linkers, der das 10mer mit dem 9mer verknüpft 

scheint die Stabilität deutlich zu senken. Das macht deutlich, dass die thermische Stabilität 

alleine kein Kriterium für die Verhinderung der Hybridisierung mit einer Haarnadelstruktur 

ist.  

Zwei weitere Beispiele für lichtinduzierte Regulation von miRNA Stilllegung verwenden 

Sonden und werden im Kapitel 1.3.2.2 beschrieben. 

1.3.2.2 Lichtaktivierbare Sonden 

Durch die Verwendung von lichtaktivierbaren Sonden, können Zielnukleinsäure reguliert 

und gleichzeitig die Hybridisierung visualisiert werden. Dies gibt Informationen darüber, ob 

die Ziel-Nukleinsäure am Ort der Photolyse vorhanden ist. 

Okamoto et al.[137] verwendeten eine lichtaktivierbare, dual Thiazolorange-markierte 

Sonde. Dazu installierten sie zusätzlich auf der N4-Position von Thymidin eine photolabile 

ortho-Nitrobenzyl-Schutzgruppe (siehe Abb. 17) und bauten dies in ein 13mer poly-T 

Sequenz ein. Nach Zugabe der komplementären RNA konnte nur eine sehr geringe 

Fluoreszenz beobachtet werden, die nach Abspaltung der photolabilen Schutzgruppe 

signifikant gesteigert werden konnte. Schmelzpunktstudien ergaben, dass die photolabile 

Schutzgruppe die Stabilität des Doppelstranges von 54 °C auf 22 °C reduzierte und somit 

eine Ausbildung des Doppelstranges bei Raumtemperatur zum Teil verhindert. 

 
Abb. 17 Dual-Thiazolorange markierte ECHO-Sonde 19 mit eine photolabilen Schutzgruppe nach Okamoto et 
al.[137]  

Dmochowski et al.[125]  entwickelten eine lichtaktivierbare Nukleinsäure, um RNA aus hip-

pocampalen Neuronen zu isolieren und bezeichneten dies als TIVA tag (transcriptome in 

vivo analysis). Dazu synthetisierten sie ein 18mer 2‘-Fluor poly-U RNA, welche über einen 

photospaltbaren Linker mit einem 14mer poly-A Gegenstrang verknüpft war, welcher in der 

Mitte einen zusätzlichen photospaltbaren Linker enthält (siehe Abb. 18). Am 5‘-Ende des 
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Poly-U Stranges wurde ein Cy3 und am 3‘-Ende ein Cy5 Fluorophor installiert, sodass in 

der intakten Haarnadelschleife ein FRET-Paar gebildet wird. Belichtung führt zur Dissozi-

ation der Poly-A Gegenstränge, sodass bei Anregung von Cy3 keine Fluoreszenz von Cy5 

mehr gemessen werden kann. An die Poly-U Sequenz kann dann der Poly-A-Schwanz von 

mRNA hybridisieren. Ein Biotin am 5‘-Ende ermöglicht die Aufreinigung der gebundenen 

RNA durch Affinitätschromatographie. Zusätzlich wurde am 3‘-Ende ein zellpenetrierendes 

Peptid (CPP) installiert, was eine nicht-invasive Aufnahme des Konstruktes ermöglicht. Der 

Vorteil diese Methode ist, dass die Zelle unter nativen Bedingungen bleibt und zudem die 

RNA durch die selektive Bestrahlung aus einzelnen Zellen isoliert werden kann. Ihre Er-

gebnisse zeigten, dass in einer einzigen Zelle des humanen Gehirns 5000 verschiedene 

Gene exprimiert werden, während über alle Zellen ~12500 verschiedene Gene exprimiert 

werden. Bei dieser Studie sei zu beachten, dass die Abnahme des FRET Effektes durch 

die Photolyse resultiert und nicht durch Bindung einer mRNA. Daher ist die Einordnung in 

die Kategorie der lichtaktivierbaren Sonden nicht korrekt, aber aufgrund der begrenzten 

Beispiele trotzdem hier aufgeführt. 

 
Abb. 18 Schematische Darstellung der Struktur und Funktion des TIVA tag nach Dmochowski et al.[125] Das 
Konstrukt besteht aus einem 2‘-Fluoro Poly-U Strang, der über einen photospaltbaren Linker (PL) mit einem 
Poly-A-Gegenstrang verbunden ist, der durch einen weiteren PL geteilt wird. Am 3‘-Ende befinden sich ein Cy5 
Fluorophor und ein zellpenetrierendes Peptid (CPP). Am 5‘-Ende befindet sich ein Cy3 Fluorophor und ein 
Biotin. In der Zelle wird die Disulfid-Bindung, die das CPP mit dem Fluorophor verknüpft gespalten. Nach UV-
Belichtung dissoziieren die Poly-A Gegenstränge und der Poly-A-Schwanz einer mRNA kann an die Poly-U 
Sequenz binden. Die mRNA kann mithilfe von Biotin über Affinitätschromatographie isoliert werden. Die Abbil-
dung wurde entnommen aus Dmochowski et al.[125] 

Die am häufigsten verwendeten lichtaktivierbaren Sonden sind Molecular Beacons (MB, 

siehe Abb. 6 und Abb. 19). Tan et al.[138] publizierten 2011 als erstes einen lichtaktivierba-

ren Molecular Beacon (MB). Ein photospaltbarer Linker zwischen Fluorophor und Quen-

cher wurde verwendet, um den Stamm mittels Click-Chemie zu zyklisieren (siehe Abb. 19 

oben). Durch die Zyklisierung sollte die Stamm-Schleife Struktur stabilisiert werden, sodass 
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erst nach Belichtung und Ziel-Nukleinsäure Bindung der MB geöffnet werden sollte. Aller-

dings zeigte der photogeschützte Molecular Beacon in Anwesenheit von der Ziel-Nuklein-

säure bereits eine um Faktor ~6 gesteigerte Fluoreszenz. Nach Belichtung konnte die Flu-

oreszenz weiter um den Faktor ~3 gesteigert werden. Dies lässt vermuten, dass die Zykli-

sierung des Stamms nicht vollständig die Hybridisierung mit der Ziel-Nukleinsäure verhin-

dert. 

 
Abb. 19 Übersicht von Konzepten von lichtaktivierbaren Molecular Beacons. 

Ein lichtaktivierbarer Molecular Beacon mit photolabilen Schutzgruppen in der Schleifen-

Region wurde von Heckel et al.[119] 2012 publiziert (siehe Abb. 19 unten). Ein Screening 

ergab, dass sieben photolabile Schutzgruppen des ortho-Nitrobenzol-Typs (NPE und NPP) 

auf den Nukleobasen notwendig waren, um die Hybridisierung der Schleifen-Region 

(19mer Schleife + 5mer Stamm) mit der Ziel-Nukleinsäure zu verhindern. Nach Belichtung 

bei 366 nm konnte in Anwesenheit der Ziel-Nukleinsäure die Fluoreszenz um den Faktor 

~10 gesteigert werden. Der Vorteil dieses Konzeptes ist, dass die Hybridisierung mit der 

Ziel-Nukleinsäure vollständig verhindert wurde. Zudem wurde die Hybridisierung und nicht 

die Abspaltung der Schutzgruppen visualisiert. 

In einer weiteren Studie verknüpften Heckel et al. einen zweiten Quencher über einen 

photospaltbaren Linker mit dem Fluorphor am Stamm eines Molecular Beacons (siehe 

Abb. 19 Mitte).[139] Im Vergleich zu einem Molecular Beacon mit photolabilen 

Schutzgruppen in der Schleifen-Region, zeigt der MB ein effizienteres Quenching (Faktor 
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ca. 9). Nach Belichtung konnte ein 167-facher Fluoreszenzanstieg beobachtet werden. Bei 

diesem Konzept ist jedoch zu beachten, dass die Ziel-Nukleinsäure immer mit dem 

Molecular Beacon hybridisieren kann und den MB öffnen kann – auch ohne vorhergende 

Belichtung. Dieses Konzept kann vielmehr dazu verwendet werden, den 

Enschützungsprozess zu visualisieren.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 



                                                                                                                                       27 
 

 

Einleitung 

1.4 Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Photoschaltern 

1.4.1 Photoschalter und Photochromie 

Photochromie bezeichnet die reversible Umwandlung einer chemischen Verbindung zwi-

schen zwei Isomeren durch Bestrahlung mit Licht.[140,141] Dabei ändern sich die Absorpti-

onsspektren und die physikalischen Eigenschaften. Die Rückisomerisierung photochromer 

Moleküle (Photoschalter) kann durch Bestrahlung (P-Typ) oder auch durch thermische 

Energie (T-Typ) erfolgen.[142] Bekannte photochrome Verbindungen, wie Azobenzole, Stil-

bene und Hemithioindigostilbene können zwischen cis und trans (bzw. E/Z) Isomeren ge-

schalten werden (siehe Abb. 20).[106,142,143] Diarylethene, Spiropyrane, Fulgide und Ful-

gimide können zwischen einer offenen und geschlossenen Form isomerisiert werden. 

 

Abb. 20 Übersicht von Photoschaltern und deren Isomere.[143] Azobenzole, Stilbene und Hemithioindigostil-
bene unterliegen einer lichtinduzierten cis-trans Isomerisierung, während Diarylethene, Spiropyrane, Fulgide 
und Fulgimide zwischen der geöffneten und geschlossenen Form geschalten werden können. 
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Die isomeren Formen der einzelnen Photoschalter unterscheiden sich in ihrer Absorption, 

thermischen Stabilität, Größe, Polarität, Löslichkeit und chemischer Stabilität. 2016 wurde 

unter anderem B. L. Feringa mit dem Nobelpreis in Chemie für die Entwicklung molekularer 

Maschinen ausgezeichnet. Feringa et al. [144] verwendeten Photoschalter (overcrowded al-

kenes), um durch Bestrahlung mit Licht von Molekülen gerichtete Bewegung zu erzeugen.  

Photoschalter können für die Regulation von Nukleinsäuren verwendet werden, um biolo-

gische Prozesse zu studieren oder manipulieren. Dabei kann ein Isomer die Bildung von 

Nukleinsäure Doppelsträngen oder Wechselwirkungen mit Proteinen verhindern bzw. för-

dern. Licht dient als Treibstoff für die Bewegung der Photoschalter, ist orthogonal zu den 

meisten Prozessen in der Zelle und kann mit hoher Zeit- und Ortsauflösung appliziert wer-

den. Besonders Photoschalter, die mit Licht einer Wellenlänge über 300 nm angeregt wer-

den sind kompatibel mit biologischen Systemen. Im Gegensatz zu photolabilen Schutz-

gruppen entstehen bei Belichtung von Photoschaltern keine abgespaltenen Produkte, die 

das zu untersuchende System beeinflussen können. Zudem kann durch die Reversibilität 

die Dynamik von Prozessen analysiert werden. Im Folgenden werden verschiedene An-

sätze für die Regulation von Nukleinsäuren mit Photoschaltern beschrieben. 

1.4.2 Photoschaltbare Nukleotide 

Abb. 21 Verschiedene Ansätze zur Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Photoschaltern. Der Photoschalter 
kann eine Nukleinsäure durch nicht-kovalente Interkalation (a), Verknüpfung an einer Nukleobase (b), Substi-
tution einer Nukleobase (c), Verknüpfung in das Rückgrat (d), Substitution eines (Desoxy-)Ribonukleotids (e) 
oder End-Capping (f) regulieren. Die Abbildung wurde entnommen aus Feringa et al.[145] 

Es gibt viele Ansätze bei denen die Nukleobase Teil des Photoschalters ist. Ogasawara 

und Maeda erweiterten ein Desoxyguanosin an der C8-Position des Guanosins mit Alke-

nen, um eine photoschaltbare Nukleobase zu erhalten (siehe Abb. 22).[146–149] Sie synthe-

tisierten Phenylvinyl-, Naphthylvinyl-, Fluorenylvinyl modifizierte Desoxyguanosine. Das 

C8-Phenylvinyl-Derivat zeigte die höchste Duplex Destabilisierung nach trans-zu-cis Iso-

merisierung.[147] Allerdings waren Wellenlängen von 254 nm zur Isomerisierung notwendig, 

was eine Anwendung im biologischen Kontext stark einschränkt. Die Vergrößerung des 

Chromophores zu Naphthylvinyl- und 8-Fluorenvinyl-modifizierten Desoxyguanosinen 

nicht-         
kovalente 
Verknüpfung 

Photoschalter 
mit Nukleosid 
verknüpft 

Photochromes 
Nukleotid 

im Rückgrat 
verknüpft 

Nukleosid-    
analoga 

End-Capping 



                                                                                                                                       29 
 

 

Einleitung 

führte zu einer Rotverschiebung der Anregungswellenlänge, erniedrigte aber die Destabi-

lisierungseffizienz. Letztere beide wurden verwendet um die GFP-mRNA-Translation[149] 

oder die Faltung von einem G-Quadruplex[148] zu regulieren.  

 

Abb. 22 Photoschaltbare Nukleobase nach Maeda et al.[146] Die C8-Position von Desoxyguanosin wurde mit 
Phenylvinyl, Naphthylvinyl und Fluorenylvinyl substituiert, um einen Photoschalter des Stilben-Typs zu erhal-
ten. cis-20 kann auch in der syn-Konformation vorliegen (nicht gezeigt). 

Cahová und Jäschke modifizierten 2‘-Desoxyuridin an Position C5, um einen Diarylethen-

artigen Photoschalter zu erhalten (siehe Abb. 23), und insertierten zwei davon in die Pro-

motorregion der T7 RNA Polymerase.[150] Mit UV-Licht induziertem Ringschluss 22 steiger-

ten sie die Transkriptionseffizienz im Vergleich zur geöffneten Form 21. Eine Quantifizie-

rung der Transkriptionsrate wurde nicht angegeben. Schmelzpunktstudien zeigten jedoch, 

dass ein 15mer DNA Duplex nur um 1,6 °C nach UV Bestrahlung destabilisiert werden 

konnte, wenn 21 terminal am 3´-Ende eines DNA Stranges eingebaut wird. Bei interner 

Einführung konnte durch Bestrahlung keine Änderung der Stabilität beobachtet werden. 

Dies schließt die Möglichkeit der lichtinduzierten, reversiblen Duplex Dissoziierung und As-

soziierung aus. 

 
Abb. 23 Isomerisierung eines C5-Diarylethen modifizierten 2‘-Desoxyuridin nach Cahová und Jäschke.[151] Die 
geöffnete Form 21 hat ein Absorptionsmaximum bei 254 nm, kann aber auch durch Belichtung bei 366 nm in 
die geschlossene Form 22 überführt werden. Die geschlossene Form hat ein Absorptionsmaximum bei 507 
nm. 

Wagenknecht et al. verknüpften ein Diarylethen-Photoschalter über einen Alkin-Linker mit 

der 5‘-Position von Desoxyuridin 23.[152] Bestrahlung mit UVB-Licht (310 nm) überführte die 

offene in die geschlossene Form. Die Rückisomerisierung erfolgte bei 450 nm. Im Kontext 

eines 17mer DNA Duplex zeigt, im Vergleich zur offen Form, die geschlossene Form einen 

3,8 °C niedrigeren Schmelzpunkt. Eine Erklärung für diese Beobachtung fehlt jedoch. Das-
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selbe Konzept wurde für Spiropyrane 24 verwendet. Allerdings verloren diese ihre Schalt-

barkeit, was ein häufig beobachtetes Phänomen von Spiropyranen in wässrigem Me-

dium[153,154] und an Nukleinsäuren konjugiert ist.[155,156] 

 
Abb. 24 Strukturen von C5-Photoschalter-modifizierten Pyrimidin-Basen nach Wagenknecht et al.[152] Die linke 
Struktur zeigt ein Diarylethen-modifiziertes 2‘-Desoxyuridin und die rechte Struktur zeigt ein Spiropyran-modi-
fiziertes Desoxyuridin. 

Verknüpfung von Photoschaltern an der C5-Position einer Pyrimidin-Base hat den Nachteil, 

dass der Photoschalter vermutlich in die große Furche zeigt und somit nur einen geringen 

Einfluss auf die Duplexstabilität ausübt, besonders wenn ein starrer Linker verwendet 

wird.[145,157,158] Zudem können aromatische Substituenten an dieser Stelle den Duplex de-

stabilisieren.[159] 

1.4.3 Azobenzol Photoschalter 

Azobenzole sind die bekanntesten und am besten untersuchten Photoschalter.[160–162] Sie 

bestehen aus zwei Phenylringen, die über eine Azo-Brücke miteinander verbunden sind 

(siehe Abb. 25). Im thermodynamischen Gleichgewicht liegt das unsubstituierte Azobenzol 

in der (~10-12 kcalꞏmol-1) stabileren trans-Form vor.[163–165] Die trans Form hat eine planare 

und unpolare Struktur mit einer Länge (Abstand C4-C4‘) von 9 Å.[166,167] Das Absorptions-

spektrum des trans-Isomers besitzt eine charakteristische Bande für einen Symmetrie-er-

laubten π-π*-Übergang bei 318 nm und eine schwächere Bande für einen Symmetrie-ver-

botenen n-π* Übergang bei 440 nm (siehe Abb. 25).[163] Bestrahlung bei 320 nm überführt 

die trans-Form in das cis-Isomer. Das cis-Isomer ist gewinkelt (7° Diederwinkel CNNC)[166], 

hat eine geringere Länge von 5,0 Å (Abstand C4-C4‘) und eine höhere Polarität (3 De-

bey).[163,166] Die Rückisomerisierung zum trans-Isomer kann thermisch oder durch Bestrah-

lung in die n-π*-Absorptionsbande bei 430 nm erfolgen.[168] Aufgrund der überlappenden 

Absorptionsspektren kann das Azobenzol durch Bestrahlung nicht vollständig in die cis- 

oder trans-Form überführt werden.[160] Das unsubstituierte Azobenzol kann durch UV-Be-

strahlung zu 80% in die cis-Form überführt werden, während Bestrahlung mit sichtbarem 

Licht bis zu 95% die trans Form anreichert. Durch thermische Energie kann eine vollstän-

dige cis-zu-trans Isomerisierung erreicht werden. Die Halbwertszeit bei Raumtemperatur 
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liegt bei zwei Tagen.[162] Die photochemischen und physikalischen Eigenschaften können 

durch Substitution stark verändert und somit an die entsprechenden Anforderungen ange-

passt werden.[162,169] Woolley et al. und Hecht et al. z.B. zeigten, dass durch ortho-Methoxy 

oder ortho-Fluor Substituenten eine Rotverschiebung der Absorptionsmaxima erzielt wer-

den konnte, sodass vollständig auf UV-Licht verzichtet werden konnte.[170–173]  

 

Abb. 25 Isomerisierung von Azobenzol (links) von E (trans) nach Z (cis) durch Bestrahlung mit UV-Licht (links 
unten). Die Rückisomerisierung kann durch Belichtung mit sichtbarem Licht oder mit thermischer Energie 
erfolgen. Die Berechnung der Elektronendichte (mit Spartan HF 3-21G*) zeigt, dass das trans Azobenzol eine 
planare und unpolare Struktur hat, während das cis Azobenzol leicht verdreht ist und dadurch ein höheres 
Dipolmoment hat (für die Berechnung der Elektronendichte des cis Isomers wurde der Diederwinkel auf 7° 
fixiert). Die charakteristischen Absorptionsspektren der cis (PSS) und trans Isomere sind rechts gezeigt. Das 
UV/vis Absorptionsspektrum wurde in Methanol und von Dr. Sabrina Steinwand aufgenommen.  

1.4.4 Azobenzole zur Regulation von Nukleinsäuren 

Azobenzole sind aufgrund ihrer einfachen Darstellbarkeit, der hohen Isomerisierungsquan-

tenausbeute, der hohen Photostabilität und des schnellen Isomerisierungsprozesses bei 

weitem, die am meisten verwendeten, Photoschalter für die Regulation von Biomolekü-

len.[145,160] Neben der Lichtregulation von Peptiden,[143,160,174] Proteinen[143,160] und Lipi-

den,[160] werden Azobenzole vorwiegend für die Regulation von Nukleinsäuren auf ver-

schiedenste Arten (siehe Abb. 21) verwendet.  

In den meisten Ansätzen wird sich dabei zu Nutzen gemacht, dass das trans-Azobenzol 

planar und unpolar ist und somit effizient in den Basenstapel eines Nukleinsäuredoppel-

strangs interkalieren und diesen durch π-π-Wechselwirkungen stabilisieren kann. Das cis-

Azobenzol ist helikal verdreht, kann somit nicht mehr interkalieren und hat einen höheren 

sterischen Anspruch. Dadurch stört es die Watson-Crick-Basenpaarung und π-π-Wechsel-

wirkungen der benachbarten Nukleotide. 
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Abb. 26 Schematische Darstellung der reversiblen, lichtinduzierten Doppelstrang (De-)Stabilisierung (links) 
und Duplex Dissoziierung/Assoziierung (rechts) mit Azobenzolen. Das unpolare und planare trans-Azobenzol 
kann in den Basenstapel interkalieren und durch π-π-Wechselwirkungen mit den benachbarten Basen den 
Doppelstrang stabilisieren. Bestrahlung mit UV-Licht isomerisiert das Azobenzol in die cis-Form. Dies ist ge-
winkelt, benötigt mehr Raum und destabilisiert dadurch den Duplex. Mehrere Azobenzole sind notwendig, um 
einen Duplex bei Raumtemperatur reversibel zu dissoziieren und assoziieren. Andere Wechselwirkungen von 
Azobenzolen mit einem Doppelstrang sind auch möglich. 

Azobenzole können zum Beispiel durch nicht-kovalente Wechselwirkungen mittels Inter-

kalation ein Duplex stabilisieren. Es wurde gezeigt, dass ein Guanidinium-modifiziertes 

Azobenzol (AzoDiGua 25) die Duplexstabilität einer DNA reversibel mit Licht regulieren 

kann (siehe Abb. 27 links).[175] Im trans-Zustand können die Guanidinium-Reste an gegen-

überliegende Seiten des Phosphatrückgrats binden. Durch die Interkalation des Azoben-

zols wird der Duplex stabilisiert. Nach trans-zu-cis Isomerisierung kann das Azobenzol 

nicht mehr interkalieren und der Doppelstrang wird destabilisiert. Ein Nachteil dieser Me-

thode ist, dass sie sequenzunspezifisch ist, was eine Anwendung im biologischen Kontext 

sehr stark einschränkt. 

  

Abb. 27 Struktur von Azobenzol bis-Guanidinium (AzoDiGua 25) als Ligand zur Regulation der Duplexstabilität 
von DNA (links).[175] Die Guanidinium-Reste binden an das Phosphatrückgrat. Das trans-Azobenzol kann inter-
kalieren und somit den Duplex stabilisieren, während das cis-Azobenzol nicht interkalieren kann. Abbildung 
entnommen aus Baigl et al.[175] Lichtregulation von RNA Verdau mit 4,4′-bis(Hydroxymethyl)-Azobenzol (rechts) 
im Rückgrat einer DNA Hantel.[176] Im trans-Zustand kann eine stabile Haarnadelschleife ausgebildet werden. 
Durch UV-Licht induzierte trans-zu-cis Isomerisierung wird die Schleife geöffnet und ein RNA Strang kann nach 
Hybridisierung mit der DNA durch RNaseH verdaut werden. Die Abbildung wurde entnommen aus Tang et 
al.[176] 

25 
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Die meisten Ansätze zur reversiblen lichtgesteuerten Duplex (De-)Stabilisierung verknüp-

fen Azobenzole kovalent mit der Nukleinsäure. Azobenzol Photoschalter können z.B. in 

das Phosphat-Rückgrat eingebaut werden (siehe Abb. 21 und Abb. 27 rechts).  Für die 

Regulation eines intermolekularen Doppelstranges ist die Modifizierung am Rückgrat un-

geeignet.[177] Haarnadel-Strukturen können dadurch allerdings effektiv reguliert werden, in-

dem das Azobenzol in die Schleife eingebaut wird.[176,178,179] Während im trans-Zustand 

eine stabile Haarnadelschleife ausgebildet werden kann, ist die Stabilität der Sekun-

därstruktur im cis-Zustand stark reduziert. Tang et al.[176]  regulierten mit diesem Ansatz 

den Verdau von RNA mit einer photoschaltbaren Hantel (siehe Abb. 27 rechts). Heckel et 

al.[180] zeigten, dass neben Haarnadelstrukturen auch G-Quadruplexstrukturen mit Azoben-

zolen im Rückgrat reguliert werden können. Der Vorteil von Rückgrat verknüpften Azoben-

zolen ist, dass wenige Azobenzole eine Struktur stark destabilisieren können. Der Nachteil 

ist jedoch, dass die Anwendung auf spezielle Sekundärstrukturen beschränkt ist.[145]  

1.4.4.1 Azobenzole mit der Nukleobase verknüpft 

Azobenzole können direkt mit der Nukleobase oder der (Desoxy)ribose auf verschiedene 

Arten verknüpft werden (siehe Abb. 28). Dadurch wird die spezifische Sequenz nicht ma-

nipuliert. Ein Nachteil kann jedoch sein, dass das Azobenzol in die große oder kleine Fur-

che zeigt[145,157,158] und dadurch wenig Einfluss auf die Duplexstabilität ausübt. 

 

Abb. 28 Strukturen von Azobenzol-modifizierten Nukleotiden. Das Azobenzol kann mit verschiedenen Linkern 
mit der (Desoxy-)Ribose oder mit der Nukleobase verknüpft werden. 

Obika et al.[181–183] nutzen diesen Effekt und verknüpften ein Azobenzol an der C5-position 

von 2‘-Desoxyuridin 26 (siehe Abb. 28). Im trans-Zustand sollte das unpolare Azobenzol 

die Hydratisierung der großen Furche, sowie die Kation-Wechselwirkung zwischen den 

Strängen stören und somit den DNA Doppelstrang destabilisieren. Die mehr polare und 

kompaktere cis-Form sollte dagegen den Doppelstrang nicht destabilisieren.[181–183] Der 

Einbau von 26 führte generell zu einer Destabilisierung eines 12mer DNA Doppelstranges 

um 3 °C, die im trans-Zustand um zusätzliche 2 °C erniedrigt werden konnte. 

Keiper und Vyle[184] verknüpften ein Azobenzol über eine Amidbindung an der 2‘-Position 

einer Ribose (27, siehe Abb. 28) und konnten durch Bestrahlung mit Licht die Aktivität 

eines Desoxyribozyms um 50% reduzieren. Asanuma et al.[185] verknüpften das Azobenzol 
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an die 2‘-OH Gruppe von Uridin 28 und zeigten damit lichtinduzierte Duplex(de)stabilisie-

rung. Ein photoschaltbares Aptamer konnte durch Verknüpfung eines Azobenzols an das 

exozyklische Amin eines Adenosin 29 erreicht werden.[186] Dies wurde sogar (als entspre-

chendes Triphosphat) in der Transkription anstelle von ATP als Substrat akzeptiert. 

1.4.4.2 Azobenzole als Nukleosidanaloga 

Für die meisten Anwendungen von photoschaltbaren Nukleinsäuren wurden Azobenzole 

mit azyklischen Linker mit der Nukleinsäure verknüpft. Eine Übersicht der verschiedenen 

Linker ist in Abb. 29 dargestellt. 

  

Abb. 29 Übersicht verschiedener Linker für den Einbau von Azobenzolen in Nukleinsäuren (links).[187] Struktur 
von (R)-C3-CO-Azo im 6mer DNA Duplex mit 5‘-CGAXGTC-3‘ mit dem „wedge Motiv“ (Vorwärtsstrang: 5‘-
CGAXGTC-3‘; Rückwärtsstrang: 5’-GACTCG-3‘) (rechts).[188] Das trans-Azobenzol interkaliert zwischen die be-
nachbarten Basen. Die Struktur wurde mittels NMR Spektroskopie aufgeklärt. Abbildung entnommen aus 
Asanuma et al.[188] 

Die Pionierarbeit zu diesem Thema wurde 1998 von Asanuma und Komiyama et al.[189] 

geleistet. Sie verwendeten 2,2-Bis(hydroxymethyl)propionsäure als Linker (C3-CO; siehe 

Abb. 29) zum Einbau eines Azobenzols in DNA und zeigten damit effiziente Duplex 

(De-)Stabilisierung mit Licht.[189–192] Das unpolare und planare trans-Azobenzol interkaliert 

in den Basenstapel und kann durch π-π-Wechselwirkungen einen DNA Duplex stabilisie-

ren (siehe Abb. 25). Das cis-Azobenzol ist dagegen gewinkelt und stört durch den steri-

schen Anspruch die umliegenden Basenpaarungen, wodurch die Duplexstabilität erniedrigt 

wird.  

Ein entscheidender Nachteil von C3-CO als Linker ist, dass bei der Synthese ein Diastere-

omerengemisch erhalten wird, welches aufwändig per HPLC getrennt werden 

musste.[189,193] Da eine rechtsgängige B-DNA Struktur chiral ist, muss der Linker auch die 

passende Konfiguration besitzen, um effektiv in den Basenstapel zu interkalieren und nicht 

in die große oder kleine Furche zu zeigen.[187] Deswegen wurde ein neuer und bislang der 

am häufigsten verwendete Linker D-Threoninol (tAzo) entwickelt.[145,194] 
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Das Azobenzol kann mit verschiedenen Motiven in einen Doppelstrang eingebaut werden 

(siehe Abb. 30).[187,195,196]  

 

Abb. 30 Motive zum Einbau von Linker-Azobenzol Systemen. Im „wedge Motiv“ ist das Azobenzol zusätzlich 
in den Doppelstrang eingebaut. Im „Displacement Motiv“ ersetzt das Azobenzol eine Nukleobase. Sind Azoben-
zole in beiden Strängen zusätzlich eingebaut wird unterschieden, ob sie direkt benachbart sind („Dimer Motiv“) 
oder ob zwischen den Azobenzolen ein natürliches Basenpaar ist („interstrand wedge Motiv“). 

Das „wedge Motiv“ bezeichnet den zusätzlichen Einbau des Azobenzols in einen Strang 

eines Doppelstrangs. Der Azobenzol-modifizierte Strang ist dadurch länger (N+1) als der 

unmodifizierte Gegenstrang. Das Azobenzol schiebt sich dabei wie ein Keil (engl. wedge) 

zwischen die natürliche Basenpaarung und kann im trans-Zustand durch π-π-Wechselwir-

kungen ein Duplex stabilisieren. Lichtinduzierte trans-zu-cis Isomerisierung reduziert die 

Stabilität des Doppelstranges stark. Das „wedge Motiv“ ist das am häufigsten verwendete 

Motiv mit tAzo. Für ein 8mer DNA Duplex konnte durch trans-zu-cis Isomerisierung eine 

Destabilisierung von 14.3 °C erzielt werden.[194] Im Vergleich zum nativen Duplex erhöht 

der trans-Zustand den Schmelzpunkt um 4,3 °C. Eine reversible Assoziierung und 

Dissoziierung bei Raumtemperatur scheint mit diesem Motiv allerdings nicht möglich zu 

sein. Selbst neun tAzo-Modifikationen in einem 20mer DNA konnte nach trans-zu-cis 

Isomerisierung den Schmelzpunkt nur auf 32 °C senken. Der Einbau weiterer Azobenzole 

ist nicht möglich, da zwischen jedem tAzo zwei natürliche Basenpaare vorhanden sein 

müssen, um signifikante Destabilisierung (im trans-Zustand) zu vermeiden.[197,198]  

Befindet sich das Azobenzol gegenüber einer natürlichen Base und formt somit ein mis-

match (zu Deutsch: Fehlbasenpaarung), wird das Konstrukt als „Displacement Motiv“ be-

zeichnet. In diesem Fall haben beide Stränge dieselbe Länge des Rückgrats. Im Falle von 

tAzo wird dieses Motiv nur selten verwendet, da der Effekt der reversiblen Doppelstrang 

(De-)Stabilisierung geringer als beim „wedge Motiv“ ist.[199]  

Für den Fall, dass keine nativen Gegenstränge gebunden werden soll, können Azobenzole 

in beide Stränge des Duplexes eingebaut werden:  

Der Einbau von gegenüberliegenden, aber nicht nebeneinanderliegenden Azobenzolen im 

„wedge Motiv“ wird als „interstrand wedge Motiv“ bezeichnet (siehe Abb. 30). Im Falle von 
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trans-tAzo ist der modifizierte Doppelstrang dabei deutlich stabiler als ein nativer Doppel-

strang mit gleicher Sequenz.[200,201] NMR- und CD-spektroskopisch konnte nachgewiesen 

werden, dass die Struktur einem nativen Duplex gleicht. Interessanterweise ist sogar die 

Duplexspezifität erhöht und Fehlbasenpaarungen führen zu einer erhöhten Stabilitätser-

niedrigung.[201] UV-Bestrahlung führt (je nach Anzahl der Azobenzole) zu einer starken 

Duplex-Destabilisierung, sodass lichtinduziert ein 6mer Doppelstrang mit sechs DM-tAzo 

(insgesamt 12mer; siehe Abb. 29 und Abb. 32) vollständig assoziiert und dissoziiert wer-

den konnte.[200] Dazu musste allerdings die UV-Bestrahlung bei 70 °C durchgeführt werden. 

Bei 37 °C dissoziierten die Doppelstränge nur zu 59%. DM-tAzo ist im Vergleich zu tAzo 

effektiver in der Doppelstrang (De-)Stabilisierung und besitzt eine höhere thermische Sta-

bilität des cis-Zustands.[202] 

Liegen die Azobenzole aus beiden Strängen nebeneinander dimerisiert vor, wird das Kon-

strukt als „Dimer Motiv“ bezeichnet. Dabei können die gegenüberliegenden Azobenzole 

stacking Wechselwirkungen ausbilden und somit einen Duplex enorm stabilisieren.[187,195] 

Aufgrund der zusätzlichen Wechselwirkung zwischen den Azobenzolen, kann mit diesem 

Motiv der stabilste Duplex erreicht werden. 

Asanuma et al.[203] verwendeten tAzo um die  Transkriptionsrate der T7 RNA Polymerase 

mit Licht zu regulieren. Durch den Einbau von zwei D-Threoninol verknüpften Azobenzolen 

(tAzo, im „wedge Motiv“) in die Protomorregion der T7 RNA Polymerase, konnte nach UV-

Bestrahlung die Transkriptionsrate um den Faktor 6-10 gesteigert werden.[203] Im trans Zu-

stand interkalieren die Azobenzole und führen dadurch zu einer kleinen strukturellen Än-

derung, welche die Bindungseffizienz der Polymerase erniedrigt (siehe Abb. 31).[203,204]  

 

Abb. 31 Illustration der reversibel photoschaltbaren Genexpression mit zwei tAzo (bzw. S-DM-tAzo) in der 
Promotorregion der T7 RNA Polymerase. Im trans-Zustand interkalieren die Azobenzole und die Polymerase 
kann nicht an die Promotorregion binden. Im cis-Zustand sind die Azobenzole außerhalb des Duplexes, die 
RNA wird transkribiert und GFP exprimiert. Die Abbildung wurde entnommen aus Asanuma et al.[205] 

In der cis-Form dreht sich das Azobenzol aus dem Duplex, sodass die Struktur sehr ähnlich 

zu einer nativen ist. Folglich kann die Transkription stattfinden. Bei der Genexpression von 

GFP (green fluorescent protein) erwies sich die Bestrahlung bei 360 nm zur trans-zu-cis 

Isomerisierung als Nachteil.[205] Durch Substitution der para-Position des distalen Rings 

des Azobenzols mit Methylthio-Gruppen, wurde ein push-pull System erhalten, welches 

bathochrom verschobene Anregungswellenlängen (λ  > 400 nm) hat. Allerdings wurde 
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dadurch auch die thermische Stabilität des cis-Isomers stark erniedrigt. Durch Einführung 

von Methyl-Substituenten an der ortho-Position des distalen Rings konnte diese thermi-

sche Destabilisierung kompensiert werden. Mit dem modifizierten S-DM-tAzo (siehe Abb. 

32) konnte eine effiziente lichtregulierbare Genexpression von GFP gezeigt werden. 

 
Abb. 32 Struktur von S-DM-tAzo. Die Einführung eines push-pull Systems führt zu einer Rotverschiebung des 
Absorptionsspektrums.[160,173,205] Um die reduzierte thermische Stabilität nach Einführung des push-pull Sys-
tems zu kompensieren, wurden in ortho-Position Methylgruppen eingeführt.[202,205] Abbildung nachgezeichnet 
von Liang et al. [187] und Asanuma et al.[195] 

In weiteren Studien wurde tAzo verwendet um RNaseH Aktivität,[206] Ligationseffizienz[207] 

und RNA Verdau[208,209] mit Licht zu regulieren. Auch im Bereich der DNA Nanoarchitektur 

wurde tAzo mehrfach erfolgreich verwendet.[145,187,195,210] Photoschalter haben den Vorteil, 

dass keine zusätzlichen Stränge oder Reagenzien benötigt werden, sondern Licht allein 

als „Treibstoff“ für molekulare Bewegungen dient. 

Ein Nachteil von tAzo im „wedge Motiv“ ist, dass die trans-zu-cis Isomerisierung im Duplex 

bei Raumtemperatur nur zu 20-55% abläuft.[187,198,199,203,204,206,211,212] Dies erfordert einen 

mehrfachen Einbau von tAzo, um den gewünschten Effekt zu erzielen. Mit erhöhter Tem-

peratur, nahe des Schmelzpunktes des Duplex, kann eine vollständige Isomerisierung 

stattfinden. Häufig erlauben biologische Anwendungen jedoch nicht die Veränderung der 

Temperatur. Interessanterweise, erfolgt die Rückisomerisierung zum trans-Isomer annä-

hernd quantitativ nach Bestrahlung mit sichtbarem Licht.[187,199,211] Eine mögliche Erklärung 

dazu liefert Ginger et al.[212,213], indem er die Sequenz- und Temperaturabhängigkeit der 

Isomerisierung-Quantenausbeuten bestimmt. Er folgerte, dass die trans-zu-cis Isomerisie-

rung nach dem Rotations- oder Hula-Twist-Mechanismus abläuft (siehe Abb. 33).[213] Die 

Isomerisierungen mit diesen Mechanismen benötigen mehr freien Raum, sodass die be-

nachbarten Nukleobasen die Rotation der Phenylringe behindern. Durch Erhöhung der 

Temperatur nahe des Schmelzpunktes steigt die Quantenausbeute der trans-zu-cis Iso-

merisierung stark an. Die thermische Energie führt zum Aufschmelzen des Duplexes und 

die erhöhte thermische Bewegung der benachbarten Basen (im Einzelstrang) generiert zu-

sätzlich freien Raum. Die thermische cis-zu-trans Rückisomerisierung kann über den In-

versionsmechanismus ablaufen. Dieser Mechanismus benötigt weniger freien Raum, wes-

halb die cis-zu-trans Isomerisierungs-Quantenausbeute nicht sequenzabhängig ist. Eine 
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weitere Erklärung ist, dass die sterisch anspruchsvolle cis-Form den Duplex bereits lokal 

auflockert, sodass eine Isomerisierung ungehinderter ablaufen kann. 

 
Abb. 33 Schematische Darstellung des Rotations- und Hula-Twist-Mechanismus zur trans-zu-cis- 
Isomerisierung, sowie der Inversions-Mechanismus zur thermischen cis-zu-trans Isomerisierung.[213] Im 
Rotationsmechanismus findet eine Drehung der Phenylringe um die N-N-Bindung statt. Die Torsion benötigt 
freien Raum und ist dadurch abhängig von der umgebenden Struktur. Im Inversions-Mechanismus findet eine 
Inversion in der Ebene des NNC Winkels statt. Die Phenylringe bewegen sich in einer Ebene aufeinander zu. 
Abbildung nachgezeichnet von Ginger et al.[213] 

Liang et al. verwendeten ein Glycerol verknüpftes Azobenzol (gAzo bzw. DM-gAzo siehe 

Abb. 29) in DNA und zeigten damit effiziente Duplex (De-)Stabilisierung sowie Strangver-

drängung bei Raumtemperatur.[214,215] Die flexiblere Ether-Bindung und der kürzere Linker 

sollen der Grund für die bessere Isomerisierung sein. Allerdings führt der Einbau von gAzo 

generell, also auch im trans-Zustand, zu einer Destabilisierung des Doppelstranges. 
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1.5 Chemische Synthese von Nukleinsäuren 

Viele biologische Prozesse beruhen auf der Wechselwirkung von Nukleinsäuren. Dies 

kann durch die Erkennung einer definierten Struktur oder der Hybridisierung mit weiteren 

Nukleinsäuren erfolgen. Zur Untersuchung, Kontrolle und Manipulation dieser Funktionen 

können Nukleinsäure modifiziert werden. Neben dem Einbau von modifizierten Nukleotiden 

mit enzymatischen Methoden, spielt die Festphasensynthese von Oligonukleotiden eine 

entscheidende Rolle. Die Festphasensynthese hat den Vorteil, dass Reagenzien im star-

ken Überschuss eingesetzt werden können, da diese in einem Waschschritt entfernt wer-

den können. Die Festphasensynthese geht zurück auf Merrifield, der 1963 die Synthese 

von Polypeptiden an Trägermaterial etablierte.[216] Letsinger publizierte 1965 die erste Fest-

phasensynthese von Oligonukleotiden nach der Phosphordiester-Methode.[217] Eine ein-

zelne Kupplung dauerte allerdings mehrere Tage. 1975 verbesserte Letsinger et al.[218] die 

Kupplungseffizienz durch die Verwendung einer Phosphor(III)-Spezies. Ein Nachteil dieser 

Methode war, dass das reaktive Chlorphosphit sauerstoff- und hydrolyseempfindlich ist. 

Beaucage und Caruthers entwickelten 1981 die Phosphoramidit-Methode, die bis heute 

die häufigste verwendete Methode ist.[219] Phosphoramidite (siehe Abb. 34) sind gegen 

Luft und Hydrolyse stabil und haben nach Aktivierung eine hohe Reaktivität. Um Nebenre-

aktionen auszuschließen, benötigen die Nukleotide an der 5‘-Position eine säurelabile Di-

methoxytrityl-Schutzgruppe (DMTr) und für RNA[220] noch eine Silyl-basierte Schutzgruppe 

an der 2‘-Position. Zusätzlich sind die exozyklischen Amine der Nukleobasen basenlabil 

geschützt. Die verschiedenen Schutzgruppen (säurelabil, basenlabil, fluorid-labil) ermögli-

chen dabei eine selektive bzw. sequentielle Abspaltung. 

 
Abb. 34 Geschütztes Phosphoramidit 30 zur Verwendung in der Festphasensynthese nach dem Phosphora-
midit-Verfahren. 

Der vollständige Zyklus der Phosphoramiditsynthese ist in Abb. 35 dargestellt. Das erste 

Nukleotid ist am 3‘-Ende mit der festen Phase (CPG[221] „controlled pore glas“ oder Poylsty-

rol[222]) verknüpft. Im ersten Schritt wird die 5‘-O-DMTr-Schutzgruppe mit Dichloressigsäure 
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in Dichlormethan entfernt. Das zu kuppelnde Phosphoramidit wird mit einem Tetrazol-De-

rivat aktiviert. Häufig verwendete Aktivatoren sind Ethylthio-Tetrazol (ETT) oder Benzylthio-

Tetrazol (BTT). Nach der Reaktion des aktivierten Nukleotides mit der freien 5‘-OH Gruppe 

des Oligonukleotides auf der festen Phase findet ein Capping Schritt statt. Dabei wird z.B. 

Essigsäureanhydrid verwendet, um die nicht reagierten 5‘-OH Gruppen zu schützen. 

Dadurch können diese nicht weiter in der Verlängerung des Oligonukleotides teilnehmen. 

Die neu geknüpfte Phosphor(III)-Bindung wird mit Iod zum Phosphat oxidiert. Der Zyklus 

beginnt von vorne mit der Abspaltung der DMTr-Schutzgruppe. Das dabei entstehende 

Trityl-Kation ist orangefarben, weshalb die Kupplungsausbeute spektroskopisch oder kon-

duktometrisch bestimmt werden kann. Der Zyklus wird so lange wiederholt bis die ge-

wünschte Länge erreicht ist. DNA kann bis zu einer Länge von ~120 Nukleotiden[223] syn-

thetisiert werden, während im Falle von RNA nur 70-96 Nukleotide[224–228] möglich sind. Der 

limitierende Schritt ist die Kupplung des Phosphoramidits, welcher im Falle von RNA auf-

grund der sterisch anspruchsvollen 2‘-Schutzgruppe nicht so effizient wie für DNA ablaufen 

kann. Dies kann auch nicht durch Verlängerung der Kupplungszeit (10 s für DNA vs. 12 

min für RNA) vollständig kompensiert werden. Selbst wenn ein Zyklus mit einer Ausbeute 

von 98% abläuft, ist vor Aufreinigung die Gesamtausbeute bei einem 100mer nur 13% 

(0,9899; 99 Kupplungen für ein 100mer). Zwei Faktoren sind entscheidend für die effiziente 

Aktivierung des Phosphoramidites. Zum einen muss die Nukleophilität des Aktivators hoch 

sein zum andern muss er eine ausreichende Azidität besitzen, um die Abgangsgruppe 

(Diisopropylammonium) zu protonieren. ETT und BTT sind im Vergleich zu 1H-Tetrazol 

azider. Dadurch konnte auch die Kupplungszeit von RNA von 12 min auf 3 min verkürzt 

werden. Bei der Synthese großer Mengen oder langer Oligonukleotide kann die hohe Azi-

dität von ETT oder BTT problematisch werden, da die erforderlichen längeren Kupplungs-

zeiten zur Abspaltung der 5‘-O-DMTr-Schutzgruppe führen können.[229] Dadurch können 

bei einer Kupplung Dimere entstehen. Hersteller von Reagenzien für die Festphasensyn-

these wie Link Technology Ltd. oder GlenResearch empfehlen die Verwendung von dem 

weniger azider, aber nukleophileren Dicyanoimidazol (DCI) als Aktivator.[230,231] 

Die Abspaltung vom Festphasenmaterial, das Entfernen der Cyanoethyl-Schutzgruppen 

(CEO) und den Schutzgruppen auf den Nukleobasen wird im basischen z.B. mit Ammoniak 

oder Methylamin durchgeführt. Das Produkt der Abspaltung der Cyanoethyl-Schutzgruppe 

ist Acrylnitril, welches an die N3-Position von Thymidin oder Uridin addieren kann.[232] Um 

dies zu vermeiden kann vor der eigentlichen Abspaltung das Festphasenmaterial mit Diet-

hylamin (DEA, 20% in MeCN) gewaschen werden. DEA besitzt eine ausreichende Basizität 

um Cyanoethyl zu entfernen, ohne dabei das Oligonukleotid von dem Trägermaterial zu 

spalten. Im Falle von RNA muss zusätzlich die 2‘-O-Silyl-Schutzgruppe mit fluoridhaltigen 

Reagenzien wie HF oder TBAF entfernt werden.[220] Die Aufreinigung des Oligonukleotides 
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kann über HPLC oder Gelektrophorese erfolgen.[233] Besonderen Vorteil hat die Aufreini-

gung von Oligonukleotiden, die im DMTrON Modus hergestellt wurden. Da in diesem Mo-

dus die letzte DMTr-Schutzgruppe nicht abgespalten wird, ist das Volllängenprodukt weni-

ger polar und wird bei der Aufreinigung per RP-HPLC später eluiert. Die DMTr-Schutz-

gruppe kann im Anschluss durch Inkubation mit Essigsäure (80% in Wasser) abgespalten 

werden. 

 
Abb. 35 Synthesezyklus der Phosphoramiditsynthese zur Darstellung von Oligonukleotiden an fester Phase 
am Beispiel von DNA. 

Die Phosphoramiditmethode zur Herstellung von Nukleinsäure ist so weit etabliert, dass 

hunderte modifizierte Phosphoramidite (Fluorophore, Linker, photoaktivierbare Modifikati-

onen, funktionalisierende Modifikationen) kommerziell erhältlich sind. 
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1.6 Biologische Synthese von modifizierten Nukleinsäuren 

Neben der in Kapitel 1.5 beschriebenen Synthese von Nukleinsäuren mittels Festphasen-

synthese können Nukleinsäuren auch enzymatisch synthetisiert werden. Ein Nachteil der 

Festphasensynthese ist, dass eine effiziente Synthese nur bis zu einer Länge von 70-96 

Nukleotiden im Falle von RNA[224–226,234] und bis zu 120 Nukleotiden im Falle von DNA[223] 

durchgeführt werden kann. Eine biologische Synthese hat den Vorteil, dass längere Nuk-

leinsäuren problemlos hergestellt werden können. Dies ist nur möglich, da die enzymati-

schen Schritte mit einer enorm geringen Fehlerrate ablaufen. Die hohe Substratselektivität 

schafft jedoch gleichzeitig eine Barriere zur Modifizierung der biologisch hergestellten Nuk-

leinsäuren. 

1.6.1 Enzymatischer Einbau von modifizierten Nukleotiden in DNA 

DNA-Polymerasen sind Enzyme, die einen Templatstrang erkennen und dessen geneti-

sche Information exakt kopieren, wobei die Genauigkeit von diversen Polymerasen stark 

variiert. Über fünf DNA-Polymerasen in E. coli und über zwölf humane DNA-Polymerasen 

sind bislang, wobei alle mit unterschiedlicher Genauigkeit arbeiten.[235–237] Replikative DNA 

Polymerasen haben eine enorm hohe Genauigkeit. Im Falle von E.coli ist die Fehlerrate in 

vivo bei 10-7-10-8 pro Nukleotid und wird durch 3‘-5‘-Exonuklease Aktivität (Korrekturlesen) 

auf 10-8-10-10 erniedrigt.[235,238,239] Die Transläsion DNA Polymerase, die zuständig für die 

Reparatur von DNA Replikation ist, hat eine deutlich höhere Fehlerrate mit 10-1-10-4 Fehler 

pro Nukleotid.[237] Polymerasen müssen zwischen einem komplementären Basenpaar und 

einer Fehlpaarung unterscheiden, wobei mehrere Faktoren eine Rolle spielen. Ein Faktor 

ist die Stabilisierung des korrekten Basenpaares durch die Watson-Crick Wechselwirkung 

(sieh Abb. 36 a. und b.). Auf diesem Designprinzip wurden unnatürliche Basenpaare ent-

wickelt, um das genetische Alphabet zu erweitern. Ein Beispiel bildet das isoG-isoC Ba-

senpaar (siehe Abb. 36 d.), welches mit einer Selektivität von 93% mittels Polymerase-

Kettenreaktion (PCR) eingebaut werden konnte.[240,241] Mit dem unnatürlichen Z-P Basen-

paar (siehe Abb. 36 c.) konnte sogar eine PCR-Selektivität mit ~99,8% erreicht wer-

den.[240,242] Wasserstoffbrückenbindungen alleine können jedoch nicht für die hohe Genau-

igkeit verantwortlich sein, denn der Unterschied der freien Energie zwischen einer Watson-

Crick Basenpaarung und einer Fehlbasenpaarung ist mit 0,2-0,4 kcal∙mol-1 zu gering und 

würden nur eine Fehlerrate von 10-2 ergeben.[235,243–245]  
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Abb. 36 Strukturen von (un)natürlichen Basenpaaren, die als Substrate von Polymerasen akzeptiert werden.  

Neben Wasserstoffbrückenbindungen sind sterische Effekte besonders wichtig. Es wurde 

gezeigt, dass isosterische, Wasserstoffbrückenbindungs-freie Basenpaare mit einer ähn-

lich hohen Genauigkeit von Polymerasen akzeptiert werden. Kool et al.[246] zeigten, dass 

das zu einem dA-dT-Basenpaar sterisch ähnlich, aber Wasserstoffbrückenbindungs-freie 

Basenpaar 2,4-Difluortoluol (F) und 4-Methylbenzimidazol (Z2) (siehe Abb. 36 e.) effizient 

in DNA eingebaut werden. Des Weiteren zeigten Kool et al.[247] 1999, dass die DNA Poly-

merase I von E.Coli ein Pyren C-Nukleosid gegenüber einer abasischen Stelle (AP) ein-

baute (siehe Abb. 36 f.). Dabei wird der größere sterische Anspruch vom Pyren von der 

kleinen AP-Stelle kompensiert, sodass die Gesamtlänge des Basenpaars erhalten bleibt. 

Aus diesen (und weiteren) Ergebnissen wurde ein Modell einer Bindungstasche (consen-

sus pocket; siehe Abb. 37) entwickelt, welche den geometrischen Rahmen beschreibt.[236] 

Abweichungen sind hauptsächlich in der großen (major groove) und kleinen Furche (minor 

groove) möglich, während die Länge (constant length; siehe Abb. 37) nicht variabel 

ist.[236,245] Es wird angenommen, dass hoch-selektive Polymerasen weniger flexibel sind, 

als welche mit niedriger Genauigkeit.[248] 

 
Abb. 37 Schematische Darstellung der überlagerten Strukturen der vier kanonischen Basenpaare. Besonders 
variabel ist die Bindungstasche in der großen und kleinen Furche (major und minor groove), während die Länge 
konstant ist. Die Abbildung wurde entnommen aus Kool et al.[236] 

Besonders Position 5 von Pyrimidinbasen 31-32 oder Position 7 von Purinbasen 33-34 

werden häufig modifiziert (siehe Abb. 38), da diese Modifikationen in die große Furche 
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zeigen und somit das modifizierte Nukleotid weiterhin von der Polymerase als Substrat 

akzeptiert wird.[235,249–251] 

 
Abb. 38 Positionen von Nukleotiden an denen Modifikationen eingebaut werden können. Die Modifikation an 
der Position R zeigt in die große Furche, weshalb das Nukleotid von der Polymerase akzeptiert wird.  

Ein weiterer Faktor für die Genauigkeit von Polymerasen ist das sogenannte minor groove 

scanning, was auf Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den Aminosäureseitenketten 

der Polymerase und dem N3 von Purinen oder dem O2 von Pyrimidinen beruht.[252,253] Die 

Bedeutung von minor groove scanning ist jedoch abhängig von der Polymerase und kann 

stark variieren.[235] Auch stacking Wechselwirkungen spielen eine wichtige Rolle; beson-

ders für den Einbau von unnatürlichen Basenpaaren, die keine Wasserstoffbrückenbindun-

gen ausbilden können.[254,255] Durch diese hydrophoben π-π-Wechselwirkungen kann das 

einzubauende Nukleotid in der Bindungstasche stabilisiert werden. 

Ein weiteres Ziel bei Entwicklung eines unnatürlichen Basenpaares ist es, neben der Funk-

tionalisierung von DNA, einen semi-synthetischen Organismus zu erschaffen, der durch 

ein weiteres Basenpaar mehr Informationen als ein „normaler“ Organismus speichern 

kann. Romesberg et al.[256] zeigten 2014 die Amplifikation mit dem d5SICS-dNaM Basen-

paar (siehe Abb. 36 (g)) in E.Coli mit einer Genauigkeit von 99,4%. Nach Untersuchungen 

von 135 unnatürlichen Basenpaaren in vivo konnte evaluiert werden, dass die Effizienz des 

Einbaus nicht mit den in vitro gewonnen Daten korreliert.[257] Das unnatürliche d5SICS-

dNaM Basenpaar kann zusätzlich mit dem entsprechenden Ribonukleotid und der T7 RNA 

Polymerase auch in RNA transkribiert werden.[258] 

Ein Nachteil bei der Einführung von Modifikationen mittels DNA Polymerasen ist, dass die 

modifizierten Nukleotide statistisch oder willkürlich eingebaut werden, sodass keine bzw. 

nur teilweise eine seitenspezifische Markierung möglich ist. Für die Modifizierung einer 

einzelner Nukleobase muss der Templatstrang entsprechend aufwändig modifiziert und 

über Festphasensynthese hergestellt werden.  

Eine Alternative zur Modifizierung von Nukleinsäuren bieten Nukleotidyl-Transferasen. 

Jäschke et al.[259] führten modifizierte Nukleosidtriphosphate (hauptsächlich Alkin- und 

Azid-Modifikationen) am 3‘-Ende von DNA mittels Desoxyribonukleotidyltransferase (engl. 

terminal deoxynucleotidyl transferase (TdT)) ein (siehe Abb. 39). Dabei werden allerdings 

mehrere Nukleotide angehängt, sodass diese Methode nicht zur positionsspezifischen 
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Markierung von DNA verwendet werden kann. Durch Ligation oder Primer Extension kön-

nen die terminalen Modifikationen auch zu Internen umgewandelt werden. 

 
Abb. 39 Auswahl von modifizierten Nukleosidtriphosphaten, die das selektive Markieren des 3‘-Ende von DNA 
mittels Desoxyribonukleotidyltransferasen ermöglichen.[259] 

1.6.2 Enzymatischer Einbau von modifizierten Nukleotiden in RNA 

Analog zu DNA kann auch RNA mittels Polymerasen modifiziert werden. Dabei werden 

modifizierte Nukleosidtriphosphate (z.B. 8-Azido-ATP[260], 2‘-Fluoro[261] und 2‘-Amino 

NTPs[262]) statistisch oder willkürlich in RNA eingebaut. Für eine positionsspezifische Mo-

difizierung muss der DNA-Matrizenstrang mit einem unnatürlichen, dritten Basenpaar mo-

difiziert sein.[240,258,263,264] Dazu muss der DNA-Matrizenstrang chemisch mittels DNA-Fest-

phasensynthese positionsspezifisch modifiziert hergestellt werden. Fluoreszierende Nuk-

leobasen, Fluorophore, Biotin-, Azid- und Amin-modifizierte Nukleobasen wurden mit un-

natürlichen Basenpaaren in RNA eingebaut.[264–266]  

Entsprechend zu DNA können am 3‘-Ende von RNA mit Desoxyribonukleotidyltransferase 

modifizierte Nukleotide eingebaut[267,268] und mittels Ligation zu internen Modifikationen um-

gewandelt werden. Jäschke et al.[269] testeten mehrere Desoxyribonukleotidyltransferasen 

für den Einbau von 2‘-Azido-NTPs, 3‘-Azido-NTPs und 8-N3 ATP in RNA. Allerdings waren 

Optimierungen notwendig und die Möglichkeit nur ein einzelnes Nukleotid anzuhängen war 

nicht immer gegeben. 

Das 5‘-Ende von RNA kann während der Transkription durch Initiatornukleotide funktiona-

lisiert werden. Die T7 RNA Polymerase akzeptiert 5‘-modifizierte Guanosin-[270,271] oder A-

denosin-[272,273] (Monophosphat-) Derivate 45 in der Initiation, aber nicht in der Elongation 

der RNA Synthese. Neben funktionalen Alkin-[274] 46, Alkylamino-[270,275] 47, Aminophos-

phoramidat-[276] 48 und Thiol- Gruppen[270,277,278] 49 konnten auch diverse Guanosin-

Cap[279,280], Biotin[273,276,281] und Fluorophor[276,282] modifizierte Initiatornukleotide (siehe Abb. 
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40) in moderater bis exzellenter Effizienz (20-95%)[270,274–276] eingebaut werden. Dayie et 

al. und Famulok et al. verwendeten ein Biotin, welches über einen ortho-Nitrobenzyl-artigen 

photospaltbaren Linker 50 mit dem 5‘-Phosphat des Initiatornukleotides verknüpft wurde, 

um die Aufreinigung von RNA zu erleichtern.[281,283] Über einen Streptavidin-Biotin-Komplex 

konnte die transkribierte RNA immobilisiert werden, sodass Enzyme und NTPs in einem 

Waschschritt entfernt werden konnten. Anschließende UV-Belichtung führte zur Freiset-

zung der RNA. 

 
Abb. 40 Strukturen von Initiatornukleotiden zur Modifizierung der 5‘-Position von RNA während der Transkrip-
tion. 

Normalerweise wird die T4 RNA Ligase (Rnl1) für die Ligation von einzelsträngiger RNA 

verwendet.[284–286] Die T4 RNA Ligase 1 kann auch verwendet werden, um selektiv das 5‘- 

oder 3‘-Ende von Nukleinsäuren zu modifizieren. Es wurde gezeigt, dass das 5‘-Ende von 

RNA (Akzeptor-Substrat) mit einem modifizierten ATP-Derivat, wie 2-Aminopurin und 3‘-

NH2-ATP markiert werden kann.[287]  Dabei wird das modifizierte ATP-Derivat anstelle von 

ATP in der Ligationsreaktion verwendet. Allerdings entstehen bei der Reaktion zyklische 

Nebenprodukte. 

Uhlenbeck et al.[288–290] zeigten 1978, dass die T4 RNA Ligase 1 zur Modifizierung des 3‘-

Ende von RNA mittels modifizierten Nukleosid-3‘,5‘-Bisphosphaten verwendet werden 

kann.[288–295] Nukleosid-3‘,5‘-Bisphosphate werden als Donor-Substrate erkannt und kön-

nen in einer ATP-abhängigen Reaktion an das 3‘-OH von RNA geknüpft werden.[286,295] Die 

Reaktion ist auf ein einziges Nukleotid beschränkt, da die 3‘-Phosphatgruppe des Bisphos-

phates die Reaktion mit einem weiteren Nukleosid-Bisphosphat nicht erlaubt.[295] Als 

kleinste Akzeptor-Nukleinsäure wird ein Trinukleotid benötigt. Neben den natürlichen (Des-

oxy)-Ribonukleosiden (p(d)Np) und [5‘-32P]pNp markierten[290] wurden auch zum Beispiel 

5-125Iodocytidin[290], 5-Fluoruridin[296], 5-Ioduridin[286], 5-Bromuridin[296], 3-Methyluridin[296], 

Deazauridin, 1-N6-Ethenoadenosine 55, lin-Benzoadenosin[288] 56, 4-Thiouridin[293] 57, 6-

Thioinosin[293] 59, 6-Thioguanosine[293] 58, 5-Alkinuridin[274] 53, 2-Azidoadenosin[297] 54, 

Aminopurin[296] 60 und 8-(6-Aminohexylamino)adenosin 3‘-5‘-Bisphosphate (kommerziell 

erhältlich von Jena Bioscience) für das selektive markieren des 3‘-Ende von RNA verwen-

det.  
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Abb. 41 Strukturen von modifizierten Nukleosid-3‘,5‘-Bisphosphaten, die als Substrate von der T4 RNA 
Ligase 1 als Substrate akzeptiert werden, wodurch das 3‘-Ende einer RNA modifiziert werden kann. 

Arenz et al.[274] kombinierten zwei chemo-enzymatische Methoden zur Markierung des 5‘- 

und 3‘-Endes einer prä-miRNA (siehe Abb. 42). Zuerst markierten sie das 5‘-Ende mit ei-

nem Alkin-modifizierten Initiatornukleotid 53, an welches sie einen Quencher mittels Click-

Chemie konjugierten. Anschließend markierten sie das 3‘-Ende mit einem Fluorophor-mo-

difizierten Uridin-3‘,5‘-Bisphosphat. Durch die Reifung der miRNA mittels Dicer wurde die 

Schleife und der terminale Teil der prä-miRNA entfernt, sodass die Prozessierung durch 

einen Fluoreszenzanstieg beobachtet werden konnte. 

               

Abb. 42 Chemo-enzymatisches Markieren einer prä-miRNA mit einem Fluorophor-Quencher-Paar (links) und 
das Prinzip der Fluoreszenzdetektion während der miRNA Reifung durch Prozessierung der prä-miRNA mit 
Dicer. Abbildungen entnommen aus Arenz et al.[274] 
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 Lichtinduzierbare AntimiR-Sonden zur Regulation von miRNA in 

Neuronen 

2.1 Motivation und Zielsetzung 

Das Speichern von Informationen ist eine zentrale Eigenschaft aller höher entwickelten 

Spezies. Die Langzeitpotenzierung ist der primäre Mechanismus der synaptischen Plasti-

zität, der wichtigste Mechanismus von Lernen und Gedächtnis (siehe Kapitel 1.1). Die 

späte Phase der Langzeitpotenzierung kann Stunden bis mehrere Monate anhalten und 

bedarf einer gesteigerten Proteinbiosynthese, welche auf einzelne Synapsen beschränkt 

sein kann. miRNAs sind ideal geeignet die Genexpression zu regulieren, allerdings ist de-

ren Einfluss auf die lokale Proteinsynthese weitestgehend unerforscht. Ziel dieser Studie 

ist die Untersuchung des Einflusses von miR-181a auf die lokale Proteinsynthese von zwei 

wichtigen Proteinen für synaptische Plastizität, CaMKIIα und GluA2. Dazu soll ein lichtak-

tivierbares AntimiR synthetisiert werden, welches nach Photoaktivierung spezifisch die 

miR-181 inhibieren kann. Die Lichtaktivierung eignet sich ideal zur Untersuchung des lo-

kalen Einflusses von miRNA, da diese mit einer enorm hohen Orts- und Zeitauflösung er-

folgen kann. Die Bindung von miR-181a mit dem AntimiR soll nach der Photoaktivierung 

mit einem hybridisierungssensitiven Fluorophor visualisiert werden. Nach der Photolyse, 

aber vor der Bindung der miRNA darf der Hybridisierungsreporter nicht fluoreszieren, so-

dass selektiv die Hybridisierung und nicht die Photolyse visualisiert wird. Voraussetzung 

ist zudem, dass die Hybridisierung von der miR-181a mit dem AntimiR möglichst schnell 

und quantitativ abläuft. Zudem soll ein zweiter Fluorophor (Tracking-Fluorophor) die Loka-

lisierung des AntimiRs in der Zelle erlauben. Dies soll eine Optimierung der Transfektion, 

sowie eine gezielte Photoaktivierung ermöglichen. Durch die Verwendung der zwei Fluoro-

phore kann die Menge an hybridisierten AntimiR und somit die lokal inhibierte miR-181a 

Konzentration analysiert werden. Dies ermöglicht eine Korrelation zwischen inhibierter 

Menge an miR-181a und neu-synthetisierten CaMKIIα und GluA2 Proteinen. Dies ist be-

sonders bedeutend, da die Verteilung der miR-181a in Neuronen sehr heterogen und die 

lokale miRNA Reifung ebenso abhängig von der synaptischen Aktivität ist. Bei der Auswahl 

der photolabilen Schutzgruppen und Fluorophore muss auf eine selektive Anregbarkeit ge-

achtet werden. Zudem müssen die verwendeten AntimiRs resistent gegen Endo- und Exo-

nukleaseverdau in den Neuronen sein. In diesem Projekt sollen drei Designkonzepte zur 

Synthese von lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden optimiert und verglichen werden: Die Ver-

wendung von Thiazolorange als hybridisierungssensitiven Fluorophor, dual Fluorophor-

markierte Molecular Beacons, sowie lichtaktivierbare Hairpin-Sonden (siehe Abb. 43).  

Thiazolorange ist eine Hybridisierungssonde, welche nicht im Einzelstrang, jedoch im Dop-

pelstrang fluoresziert. Dabei muss die optimale Position von Thiazolorange in der Sequenz 
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experimentell bestimmt werden, da der Fluoreszenzanstieg nach Hybridisierung stark se-

quenzabhängig ist. Zusätzlich müssen die Positionen und notwendige Anzahl der photola-

bilen Schutzgruppen bestimmt werden.  

 
Abb. 43 Designkonzepte zur Synthese einer lichtaktivierbaren AntimiR-Sonde. 

Molecular Beacons bestehen aus einer zur miRNA komplementären Schleifen-Region und 

einem mit Fluorophor und Quencher markierten Stamm. Erst die Bindung der miRNA soll 

zur Öffnung des Stammes und zum Anstieg der Fluoreszenz führen. Die Synthese eines 

lichtaktivierbaren Molecular Beacons erfordert eine Optimierung der Stammlänge: Wäh-

rend ein zu kurzer, instabiler Stamm zur Öffnung des Molecular Beacons in Abwesenheit 

der miRNA führen kann, kann es ein zu langer, zu stabiler Stamm die Bindung der miRNA 

verhindern. Zudem müssen Position und Anzahl der notwendigen photolabilen Schutzgrup-

pen in der Schleifen-Region optimiert werden, um vor Photoaktivierung die Bindung der 

miRNA vollständig zu verhindern. Fluorophore und Quencher müssen optimal gewählt wer-

den, damit ein möglichst großer Fluoreszenzanstieg nach Hybridisierung mit der miRNA 

erzielt werden kann.  

Bei einer lichtaktivierbaren Hairpin-Sonde soll ein intramolekularer Gegenstrang (Blo-

ckierstrang) über einem photospaltbaren Linker mit dem AntimiR verknüpft werden. Der 

Blockierstrang soll die Hybridisierung mit der miR-181a verhindern. Das optimale Design 

erfordert eine Optimierung der Länge des Blockierstrangs, der Schleife, sowie die Unter-

suchung ob weitere photospaltbare Linker im Blockierstrang notwendig sind, um diesen 

nach Photoaktivierung stärker zu destabilisieren. Nach der Photolyse muss die Hybridisie-

rung mit dem Blockierstrang so stark destabilisiert werden, dass die miRNA schnell und 

quantitativ den Blockierstrang verdrängen kann und vom AntimiR gebunden wird. Zusätz-

lich müssen die idealen Positionen von Fluorophor und Quencher experimentell bestimmt 
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werden, um möglichst wenig Fluoreszenz vor Photoaktivierung und Bindung der miR-181 

zu garantieren. Die drei Konzepte sollen auf ihr Potential zur Regulation der miR-181a und 

Visualisierung der Hybridisierung außerhalb von Zellen sowie in vitro untersucht und ver-

glichen werden.  

Die Untersuchung des Einflusses auf die lokale miR-181a Aktivität soll in Kooperation mit 

dem Max-Planck-Institut für Hirnforschung durchgeführt werden. Ziel ist es die Menge an 

neu-synthetisierten CaMKIIα und GluA2 vor und nach Photoaktivierung der AntimiRs mit-

tels Proximity ligation amplification Methoden zu analysieren.  
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2.2 Ergebnisse und Diskussion 

2.2.1 Regulation der lokalen Proteinsynthese von CaMKII und GluA2 durch eine 

lichtaktivierbare AntimiR-Sonde 

Wie in Kapitel 1.1 ausführlich beschrieben sind CaMKII[25] und GluA2[12] (eine Untereinheit 

des AMPA-Rezeptors) wichtige Proteine für die Langzeitpotenzierung[8], der primäre Me-

chanismus von synaptischer Plastizität. Entscheidend für das Anhalten der späten Phase 

der Langzeitpotenzierung (<8 h) ist eine gesteigerte dendritische Proteinsynthese.[42] Wei-

testgehend unerforscht ist der Einfluss der miRNA-Regulation auf die lokale Proteinsyn-

these.[298] Studien von Schuman et al.[67] und Schratt et al.[68] zeigten, dass die miR-181a 

die Genexpression von CaMKII und GluA2 reguliert. Schuman et al.[67] demonstrierten, 

dass nach Transfektion von prä-miRNA-181a und Rezeptorstimulation die Proteinsynthese 

von CaMKII lokal gesteigert werden konnte. Schratt et al.[68] zeigten, dass durch Überex-

pression von miR-181a in kortikalen Neuronen eine Verringerung des GluA2-mRNA-Levels 

(Gria2-Level) um 12(±5)% erzielt werden konnte. Zusätzlich verwendeten sie ein LNA ba-

siertes AntimiR zur Regulation der miR-181a in hippocampalen Neuronen und konnten 

eine vollständige Reduzierung des miR-181a-Levels, sowie einen gesteigerten Gria2-Level 

um den Faktor 1,4 beobachten. Der Einfluss der mRNA Expression von CaMKII wurde 

nicht untersucht. Allerdings konnten Schratt et al.[68] keine Änderung des GluA2-Proteinle-

ves nach Transfektion des AntimiRs feststellen. Bei der Studie wurde die gesamte Protein-

menge von GluA2 in den Neuronen mittels Western Blot analysiert. Der lokale Proteinlevel 

in Neuronen ist sehr heterogen, da die Proteine, abhängig von der Aktivität der Synapsen, 

lokal stärker oder schwächer exprimiert werden können.[42] Eine Auswertung des Gesamt-

Proteinlevels der Zelle kann somit zu keinen aussagekräftigen Ergebnissen führen. Mo-

derne PLA-Techniken[299] (FUNCAT-PLA oder Puro-PLA) ermöglichen eine ortsaufgelöste 

Markierung von ausschließlich neu-synthetisierten Proteinen. Dadurch sollte im Rahmen 

dieser Studie eine exaktere Quantifizierung des lokalen Proteinlevels erreicht werden.  

Diese Studie beschäftigte sich mit dem Einfluss der miR-181a auf die lokale Proteinsyn-

these von CaMKII und GluA2. Dazu sollte eine lichtaktivierbare AntimiR-Sonde hergestellt 

werden, die besondere Anforderungen erfüllen musste: Das photoaktivierbare AntimiR 

sollte vor Belichtung inaktiv sein und die miRNA nicht binden (siehe Stufe 1 in Abb. 44). 

Ein Tracking-Fluorophor sollte die Verfolgung des AntimiRs in der Zelle sowie die Bestim-

mung und Optimierung der Transfektionseffizienz ermöglichen. Zusätzlich sollte der Tra-

cking-Fluorophor (grüner Stern in Abb. 44 und Abb. 45) Aufschluss darüber geben, ob das 

AntimiR lokal akkumuliert vorliegt, wie es z.B. in RNA Granula der Fall ist. Zudem erlaubte 

die Positionsbestimmung des AntimiRs eine gezielte Photoaktivierung. Erst durch orts- und 
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zeitaufgelöste Bestrahlung (siehe Stufe 2 in Abb. 44) sollten die photolabilen Schutzgrup-

pen bzw. Linker entfernt und eine Bindung der miR-181a durch das AntimiR ermöglicht 

werden (siehe Stufe 3b in Abb. 45).  

 
Abb. 44 Regulation der miR-181a Aktivität durch eine lichtaktivierbare AntimiR-Sonde. Im ersten Schritt findet 
eine Transfektion in hippocampale Neuronen statt. Orts- und zeitaufgelöste Bestrahlung führt zur Abspaltung 
der Schutzgruppen (2. Schritt). 

Ein hybridisierungssensitiver Fluorophor soll die Hybridisierung des AntimiRs mit der 

miRNA visualisieren (siehe Stufe 3b in Abb. 45). Im unhybridisierten Zustand soll der Hyb-

ridisierungsreporter nicht fluoreszieren (siehe Stufe 3a in Abb. 45). Dadurch könnte be-

stimmt werden, ob miR-181a an dem Ort der Photolyse vorhanden ist und in welchen Kon-

zentrationen. Zusätzlich erlaubt diese Methode eine einfache und direkte Bestimmung der 

erforderlichen Belichtungszeit zum Entfernen der photolabilen Schutzgruppen. Dafür muss 

das Design eine schnelle und vollständige Bindung der miRNA ermöglichen. Das AntimiR 

konkurriert mit der mRNA um die Bindung der miR-181a, sodass nach der Photoaktivierung 

mehr freie mRNA von GluA2 (Gria2) und CaMKII vorhanden sein sollte, wodurch eine er-

höhte Genexpression beobachtet werden sollte. Zudem muss das AntimiR während der 

Transfektion, sowie während der Dauer der Experimente stabil gegen Endo- und Exonuk-

leaseverdau sein. Im Folgenden werden drei Designkonzepte einer lichtaktivierbaren Anti-

miR-Sonde beschrieben und verglichen. 
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Abb. 45 Regulation der miR-181a Aktivität durch eine lichtaktivierbare AntimiR-Sonde. Nach der Photolyse 
liegt das AntimiR entschützt vor (Schritt 3a). Die Hybridisierung des AntimiRs mit miR-181a wird durch die 
steigende Fluoreszenz detektiert (Schritt 3b). 

2.2.2 Thiazolorange als hybridisierungssensitiver Fluorophor 

Wie in Kapiteln 1.2 und 1.3.2.2 ausführlich beschrieben, kann Thiazolorange (TO) als hyb-

ridisierungssensitiver Fluorophor verwendet werden. Im Einzelstrang kann die absorbierte 

Energie durch Rotation um die Methinbindung abgegeben werden. Im Doppelstrang liegt 

TO interkaliert zwischen den Nukleobasen vor. Dies verhindert eine Rotation, sodass nach 

Anregung von TO die Energie in Form von Fluoreszenz abgegeben wird. Der Vorteil bei 

der Verwendung solcher Interkalationssonden ist, dass kein zusätzlicher Quencher benö-

tigt wird, um die Fluoreszenz im Einzelstrang zu verhindern. Seitz et al.[90] führten ein Seri-

nol-verknüpftes TO (Ser-TO, siehe Abb. 46), eine sogenannte FIT-Sonde (forced inter-

calation), ein und zeigten damit einen effizienten Anstieg der Fluoreszenz nach Duplexbil-

dung.  

HN

O O
5´-Oligo Oligo-3´

S

N N+

O

Br-

Ser-TO  
Abb. 46 Struktur einer TO-markierten Nukleinsäure. Das TO (rot) ist über einen Serinol-Linker (grün) kovalent 
mit der Nukleinsäure (schwarz) verknüpft. 
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In Abb. 47 ist die Funktion einer potentiellen TO-markierten, lichtaktivierbaren AntimiR-

Sonde dargestellt. Im Ausgangszustand blockieren photolabile Schutzgruppen an dem An-

timiR die Hybridisierung mit der miRNA. Das AntimiR ist einzelsträngig, wodurch TO nicht 

fluoresziert. Der Tracking-Fluorophor (Cy5, rot) erlaubt die Verfolgung des AntimiRs in der 

Zelle. Bestrahlung mit UV-Licht führt zur Abspaltung der photolabilen Schutzgruppen. Ist 

am Ort der Photolyse keine miRNA vorhanden, bleibt TO nicht-fluoreszent. Kommt es zur 

Hybridisierung mit der miRNA, sollte ein deutlicher Anstieg der Fluoreszenz gemessen 

werden. 

 
Abb. 47 Funktion einer TO-markierten und lichtaktivierbaren AntimiR-Sonde. Im Ausgangszustand verhindern 
die photolabilen Schutzgruppen an dem AntimiR die Hybridisierung der miRNA. Im Einzelstrang fluoresziert 
TO nicht (bzw. wenig). Der Tracking-Fluorophor (rot) erlaubt die Verfolgung des AntimiRs in der Zelle. UV-Licht 
führt zur Abspaltung der photolabilen Schutzgruppen. Ist am Ort der Photolyse keine miRNA vorhanden, bleibt 
TO nicht-fluoreszent. Erst nach Bindung der miRNA kann ein Fluoreszenzanstieg gemessen werden. 

Eine Voraussetzung für die lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden war die spektrale Kompati-

bilität der verwendeten Chromophore. Dabei musste garantiert werden, dass die Fluoro-

phore und photolabilen Schutzgruppen orthogonal anregbar und kompatibel zu dem Mik-

roskopie-Setup waren.  

 
Abb. 48 Absorptions- und Emissionsspektren der verwendeten Chromophore mit den entsprechenden Anre-
gungswellenlängen (gepunktete Linien). NPE dC bezeichnet ein 15mer DNA Strang mit einer NPE-Schutz-
gruppe auf einem 2‘-Desoxycytidin in der Mitte der Sequenz. Die Spektren (außer NPE dC Abs.) wurden aus 
dem spectra viewer der Firma ThermoFisher Scientific und Chroma entnommen.  
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Bei Betrachtung der Absorptions- und Emissionswellenlängen in Abb. 48 ist zu erkennen, 

dass das Emissionsspektrum von TO mit dem Absorptionsspektrum von Cy5 überlappt. 

Dies kann zu FRET führen, wodurch weniger Fluoreszenz von TO-Fluoreszenz detektiert 

werden könnte. Aus diesem Grund war eine möglichst distanzierte Installation der Fluoro-

phore ideal. 

Die Einführung von TO in Nukleinsäuren kann sowohl durch die Synthese des Ser-TO-

Phosphoramidits 61 und dem direkten Einbau (siehe Abb. 49 links), als auch durch eine 

postsynthetische Kupplung (siehe Abb. 49 rechts) von des Serinol-Linkers in der Nuklein-

säure mit TO-COOH, erfolgen.  

 
Abb. 49 Mögliche Synthesewege zur Einführung von TO in Nukleinsäuren. Entweder kann das Ser-TO Phos-
phoramidit 61 (links) durch Festphasensynthese direkt in die Nukleinsäure eingeführt werden. Alternativ kann 
der Linker per Festphasensynthese eingeführt und TO-COOH anschließend mit dem Linker gekuppelt werden 
(rechts). 

Da postsynthetische Modifizierungen häufig nicht quantitativ ablaufen, wurde zuerst ver-

sucht TO direkt, also per Festphasensynthese, in das AntimiR eingebaut. Vergleichende 

Studien von Seitz et al.[90] zeigten, dass ein (L)-Serinol-Linker am besten geeignet ist, um 

TO in Nukleinsäuren einzuführen. Ausgehend von (L)-Serinmethylesterhydrochlorid 63 

wurde nach Literaturvorschrift[300] eine TFA-Schutzgruppe am Amin mit Trifluoressigsäu-

reethylester eingeführt, sodass Verbindung 64 in 64% Ausbeute erhalten wurde. Die Ein-

führung der DMTr-Schutzgruppe an die OH-Gruppe unter Standardbedingungen verlief 

quantitativ.[301] Die Reduktion des Methylesters 65 zum Alkohol 66 bei gleichzeitiger Ab-

spaltung der TFA-Schutzgruppe erfolgte mit NaBH4 und LiCl in 65% Ausbeute. Die 
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TBDMS-Schützung der OH-Gruppe von 66 unter Standardbedingungen verlief in 92% Aus-

beute. 

 
Abb. 50 Syntheseübersicht zur Darstellung des Linker 67 zur Kupplung von Thiazolorange nach Literaturvor-
schriften[300,301]. 

Die Synthese von TO-COOH erfolgte nach Literaturvorschrift von Seitz et al.[302] Lepidin 70 

wurde mit Bromessigsäure zu 71 in 49% Ausbeute umgesetzt. 2-Methylthiobenzothiazol 

68 wurde nach Literaturvorschrift[302] mit para-Toluolsulfonsäuremethylester umgesetzt und 

nach Fällung ohne weitere Analyse in der nächsten Stufe verwendet.  

 
Abb. 51 Syntheseübersicht zur Darstellung von Thiazolorange, welches mit dem Serinol-Linker 67 nach Seitz 
et al.[302] gekuppelt werden soll, um TO in Nukleinsäuren einzuführen.  

Die Synthese von TO-COOH erfolgte durch Reaktion von 69 mit 71 unter basischen Be-

dingungen, sodass TO-COOH in 95% Ausbeute erhalten wurde. Die Kupplung von TO-

COOH mit dem Serinol-Linker 67 wurde nach Literaturvorschrift[302] durchgeführt (siehe 

Abb. 52). Allerdings konnte nach mehrfacher Durchführung kein Produkt isoliert werden. 
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Abb. 52 Reaktionsschema zur Darstellung von DMTr- und TBDMS-geschützten TO-Serinols 72. Die Synthese 
wurde nach Literaturvorschrift durchgeführt, jedoch konnte das gewünschte Produkt nicht erhalten werden. 

Da der direkte Einbau aufgrund der nicht-funktionierenden Synthese nicht getestet werden 

konnte, wurde der postsynthetische Ansatz verfolgt. Dazu musste der Serinol-Linker 67 

entsprechend modifiziert werden (siehe Abb. 53). Das Amin musste mit Trifluoracetat ge-

schützt werden, da die Schutzgruppe unerwünschte Nebenreaktionen während der Fest-

phasensynthese verhindert. Die TFA-Schutzgruppe wird bei der basischen Abspaltung der 

exozyklischen Schutzgruppen entfernt, sodass kein zusätzlicher Abspaltungsschritt not-

wendig ist. Die TFA-Schützung des Amins von Verbindung 67 erfolgte mit Trifluoressig-

säureethylester in 93% Ausbeute. Die Abspaltung der TBDMS-Schutzgruppe von 73 er-

folgte unter Standardbedingungen mit TBAF in 87% Ausbeute. Die Umsetzung zum Phos-

phoramidit 62 wurde nach einer leicht abgewandelten Vorschrift von Seitz et al.[88] durch-

geführt. Dabei wurden die Äquivalente des Phosphoramidit-Reagenzes von 2 auf 1,2 re-

duziert, da der Überschuss häufig nur schlecht säulenchromatographisch entfernt werden 

kann und Rückstände zu verringerten Kupplungsausbeuten in der Festphasensynthese 

führen. 

 
Abb. 53 Reaktionsschema zur Darstellung des TFA-geschützten Serinol-Phosphoramidits 62 zum postsynthe-
tischen Markieren von TO-COOH. 

Bei dem Design der Serinol-Linker modifizierten Stränge mussten folgende Faktoren be-

achtet werden: Die Position des Linkers und damit die Position des TO-Chromophores 

muss experimentell bestimmt werden. Studien von Seitz et al.[91] zeigten, dass die Intensität 

des Fluoreszenzanstieges stark von der Umgebung abhängt. Allerdings sind keine allge-

mein gültigen Kriterien bekannt, mit denen die perfekte Position vorhergesagt werden 
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kann. In den Studien von Seitz et al.[88,90,91] wurde ausschließlich DNA-Stränge (und 

DNA/LNA Chimera) im „Displacement Motiv“ markiert. Bei diesem Motiv wird eine Nukle-

obase von TO ersetzt. Da der Einfluss von 2’OMe-RNA auf den Fluoreszenzanstieg von 

TO nicht untersucht wurde, wurden in dieser Studie neben dem „Displacement Motiv“ auch 

der zusätzliche Einbau von TO, das sogenannte „wedge Motiv“, analysiert (siehe Kapitel 

1.4.4 zur ausführlichen Erklärung der verschiedenen Motive). Dabei wurden zu jedem Mo-

tiv drei verschiedene Positionen ausgewählt (siehe Abb. 54). Der Tracking-Fluorophor (o-

der eine Modifizierung zur postsynthetischen Kupplung eines Fluorophors) wurde am 5‘-

Ende installiert, sodass nach der Festphasensynthese nur das Volllängenprodukt den Flu-

orophor (oder die Modifikation) enthält. Dies sollte die Aufreinigung per RP-HPLC signifi-

kant vereinfachen. Um einen möglichen FRET zwischen TO und dem Tracking-Fluorophor 

zu vermeiden, wurde TO nicht in die Nähe des 5‘-Endes platziert. Um die Komplexität ge-

ring zu halten, wurde bei diesen Voruntersuchungen auf die Verwendung von photolabilen 

Schutzgruppen verzichtet. Eine Voraussetzung bei der Verwendung von AntimiRs ist die 

Stabilität gegen Endo- und Exonukleaseverdau in der Zelle. Studien zeigten, dass 2’OMe-

RNA effizient den Verdau durch Endonukleasen verhindert.[303,304] Häufig werden Phos-

phorthioate verwendet, um eine Exonuklease-Resistenz zu erreichen, was allerdings meh-

rere Nachteile hat:[305] Erstens bedeutet die Einführung von sechs Phosphorthioaten, drei 

an jedem Ende, zusätzliche Schritte in der Festphasensynthese, die häufig nicht vollstän-

dig ablaufen. Zweitens entsteht bei der Synthese ein Diastereomerengemisch, sodass 

26=64 verschiedene Verbindungen erhalten werden. Jede Verbindung kann eine unter-

schiedliche Affinität zur miRNA sowie eine verschiedene Toxizität aufweisen. Drittens 

könnte die Aufreinigung erschwert werden, da die Diastereomere häufig unterschiedliche 

Retentionszeiten in der RP-HPLC zeigen. Behlke et al.[303] zeigten, dass die Verwendung 

von unnatürlichen Linkern (unter anderem C3-Linker, n-Propanol; siehe Abb. 54) am 3‘- 

und 5‘-Ende von 2’OMe-RNA der Endo- und Exonukleaseverdau verhindern werden 

konnte. Im Vergleich zu Phosphorthioaten müssen dazu nur zwei Modifikationen installiert 

werden. Zudem sind Alkyl-Linker für hohe Kupplungsausbeuten in der Festphasensyn-

these bekannt. Es wurde angenommen, dass ein Fluorophor genauso effektiv den Exo-

nukleaseverdau verhindern kann, da dieser sogar sterisch anspruchsvoller ist und zudem 

auch über einen Alkyl-Linker in die Nukleinsäure eingeführt wird. Bei allen Strängen wurde 

das 3‘-Ende mit einem C3-Linker (n-Propanol) modifiziert. Bei zwei Strängen im „Displace-

ment Motiv“ wurde das 5‘-Ende mit einem Cy5 Tracking-Fluorophor markiert. Eine Disulfid-

Modifikation sollte das postsynthetische Markieren eines Tracking-Fluorophors (z.B. mit 

Cy5-Maleimide) bei den Strängen im „wedge Motiv“ ermöglichen.  
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Abb. 54 Sequenzen der Serinol-Linker-modifizierten AntimiR-Sonden im „wedge Motiv“ und „Displacement 
Motiv“, die postsynthetisch mit TO-COOH markiert wurden. 

Die Festphasensynthese wurde unter sogenannten UltraMild-Bedingungen durchgeführt. 

Dabei wird anstatt Essigsäureanhyrid (Ac2O) Phenoxyessigsäureanhydrid (Pac2O) als 

Capping-Reagenz verwendet. Dies ist notwendig, da es bei Capping zu einer Umacylie-

rung kommen kann. Wird die TFA-Schutzgruppe auf dem Amin des Serinol-Linkers durch 

Acetyl ersetzt, kann diese nicht mehr unter den Standard-Abspaltungsbedingungen (aq.NH3 

(32%), RT) entfernt werden. Harschere Bedingungen hätten zur Zersetzung des Cy5-Flu-

orophors führen können. Die Aufreinigung erfolgte unter Standardbedingungen per RP-

HPLC (siehe Tabelle 20 für die massenspektrometrischen Analysen der synthetisierten 

Oligonukleotide). Die postsynthetische Markierungsprozedur wurde nach Seitz et al.[88] 

durchgeführt. Dazu wurde im ersten Schritt TO-COOH zum Aktivester TO-NHS umgesetzt, 

welches anschließend mit der Nukleinsäure gekuppelt wurde (siehe Abb. 55). Allerdings 

konnte unter diesen Bedingungen kein Produkt erhalten werden. Durch Verringerung der 

Äquivalente des Amid-Kupplungsreagenzes N,N-Diisopropylcarbodiimid (DIC) von 2 auf 

0,8 Äquivalente konnte ein postsynthetisches Markieren erfolgreich durchgeführt werden. 

Die Kupplung von TO-NHS mit dem Amino-Linker der Nukleinsäuren erfolgte analog zu 

der Anleitung von Seitz et al.[88] mit 0,1 M NaHCO3 aber 80 anstatt 100 Eq. Äquivalenten 

von TO-NHS (Reaktionsgemisch/Rohprodukt) in Bezug auf die Serinol-modifizierte Nukle-

insäure. Zur Abtrennung der überschüssigen Reagenzien wurde eine Fällung der Nuklein-

säuren mit Isopropanol durchgeführt. 
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Abb. 55 Synthese des TO-NHS-Esters zum postsynthetischen Markieren einer Serinol-modifizierten Nuklein-
säure. Die Äquivalente von NHS (N‐Hydroxysuccinimid) und PPTS (Pyridinium-para-Toluolsulfonat) waren bei 
beiden Durchführungen identisch. Nur die Äquivalente des Amid-Kupplungsreagenzes DIC (N,N-Diisopropy-
lcarbodiimid) wurde von 2 auf 0,8 gesenkt.  

Die Aufreinigung der TO-markierten Stränge erfolgte per RP-HPLC (siehe Abb. 56). Die 

Ausbeuten der Kupplung von TO variierten stark im Bereich von ~40% für w-Ser2-TO und 

<10% für w-Ser1-TO. Ein signifikantes Problem bei der Aufreinigung war, dass bei den 

Strängen mit einem Cy5-Fluorophor (d-Ser1-TO und d-Ser2-TO) keine vollständige Ab-

trennung der unmarkierten von den markierten Strängen erzielt werden konnte.  

 
Abb. 56 RP-HPLC Chromatogramme zur Aufreinigung der TO-markierten AntimiRs. 

Wird berücksichtigt, dass dies nur eine Test-Variante des AntimiRs ohne photolabile 

Schutzgruppen war und dass die Aufreinigung von photolabil-geschützten Nukleinsäure 

gewöhnlicherweise schwieriger ist, ist es fragwürdig, ob diese überhaupt in der benötigten 

Reinheit für die in vitro Studien erhalten werden könnten. In diesen Voruntersuchungen 
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war das Auftrennungsproblem von untergeordneter Bedeutung, da nur der relative Anstieg 

der Fluoreszenz nach Zugabe der miRNA gemessen wurde und die absolute Fluores-

zenzintensität eine untergeordnete Rolle spielte. Zur Analyse des überlappenden HPLC-

Signals von d-Ser1-TO in Abb. 56 ist eine Überlagerung der UV/vis Absorptionsspektren 

am Anfang, in der Mitte und am Ende des Signals in Abb. 57 gezeigt. 

 
Abb. 57 Überlagerte UV/vis Absorptionsspektren zur Analyse des HPLC-Signals von d-Ser1-TO in Abb. 56. 
Die Spektren wurden während der RP-HPLC (0,1 M TEAA, MeCN) aufgenommen. 

Die Fluoreszenz wurde in Abwesenheit und Anwesenheit von 0,5 Eq., 1 Eq. und 2 Eq. miR-

181a für w-Ser3-TO und 0,5 Eq., 1 Eq. und 20 Eq. miR-181a für die restlichen AntimiRs 

gemessen (Eq. sind bezogen auf die AntimiR Konzentration). Die Anregung des TO-Flu-

orophores erfolgte bei 490 nm. Dies ist ähnlich zu den Studien von Seitz et al. bei denen 

TO bei 495[90] und 485[91] nm angeregt wurde. Allgemein konnten bei den TO-modifizierten 

Strängen im „Displacement Motiv“ ein höherer Anstieg der Fluoreszenz gemessen werden, 

als im Falle des „wedge Motives“ (siehe Abb. 58). Der größte Anstieg der Fluoreszenz 

konnte bei d-Ser2-TO um den Faktor 3,3 beobachtet werden. Die anderen „Displacement 

Motive“ d-Ser1-TO und d-Ser3-TO zeigten einen Fluoreszenzanstieg um den Faktor 2,4 

und 2,8. Das „wedge Motiv“ zeigte durchgehend nur einen geringen Anstieg der Fluores-

zenz (1,2-1,9-fach). Obwohl die Größenordnung der Ergebnisse dieser Studie mit der von 

Seitz et al.[90,306] übereinstimmt, ist der Fluoreszenzanstieg zu gering für eine regulierende 

Anwendung in Zellen. Anders als bei den Voruntersuchungen in dieser Studie (siehe Abb. 

58) und den Studien von Seitz et al.[90,306] kann bei einer Regulation in Neuronen die miRNA 

nicht äquivalent oder im Überschuss zum AntimiR vorliegen. Da eine möglichst quantitative 

Inhibierung der miRNA erfolgen sollte, müsste das AntimiR im Überschuss zugegen wer-

den. Dies hätte jedoch zu einer Erhöhung der Fluoreszenz im Einzelstrang geführt, 

wodurch der Fluoreszenzanstieg nach Hybridisierung prozentual geringer ausfallen würde. 

Dadurch, dass die Aufreinigung problembehaftet war und der Anstieg der Fluoreszenz zu 

niedrig für die Anforderungen des Projektes war, wurde dieses Konzept verworfen. 
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Abb. 58 Fluoreszenzstudien der TO-markierten AntimiRs. Die Fluoreszenz wurde in Abhängigkeit von ver-
schiedenen Äquivalenten der miRNA gemessen. Die Messung erfolgte bei 37 °C in PBS-Puffer (pH 7,4) mit 
einer 1 μM Konzentration der TO-modifizierten Stränge. Das Volumen von d-Ser3-TO betrug 100 μL, das Vo-
lumen der anderen Messungen 50 μL. 

2.2.3 Dual-markierter, lichtaktivierbarer Molecular Beacon als AntimiR-Sonde 

Wie in Kapitel 1.2 und 1.3.2.2 ausführlich beschrieben, können Molecular Beacons (MB) 

zur fluorogenen Detektion von Nukleinsäuren verwendet werden. Die verschiedenen An-

sätze zur Lichtregulation von MBs sind ausführlich in Kapitel 1.3.2.2 beschrieben. Dabei 

zeigte sich, dass das von Heckel et al.[119] eingeführte Konzept, bei dem die photolabilen 

Schutzgruppen auf den Nukleobasen in der Schleifen-Region installiert wurden, als beson-

ders effizient erwies (siehe Abb. 59). Nach experimenteller Bestimmung von Anzahl und 

Position der photolabilen NPE-Schutzgruppen, konnte die Bindung der zur Schleifen-Re-

gion komplementären Nukleinsäure verhindert werden. Nach Photolyse und Hybridisierung 

der komplementären Nukleinsäure konnte ein ~10-facher Anstieg der Fluoreszenz gemes-

sen werden. Dabei wurde ein DNA-basierter MB entworfen, der aus einer „perfekten“ (se-

kundärstrukturfreien) Schleifen-Region bestand (siehe Abb. 60a).  

 
Abb. 59 Funktion eines lichtaktivierbaren Molecular Beacons. Photolabile Schutzgruppen verhindern die Hyb-
ridisierung mit der miRNA. Der Stamm bleibt geschlossen und der rote Fluorophor bleibt dunkel. Nach UV-Licht 
induzierter Abspaltung der photolabilen Schutzgruppen kann der MB eine miRNA binden. Der Stamm wird 
geöffnet, Fluorophor und Quencher räumlich getrennt und der rote Fluorophor fluoresziert. 
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In dieser Studie muss die Schleifenregion komplementär zu miRNA sein und kann nicht 

verändert werden. Zudem muss zum Schutz vor Endonukleaseverdau 2’OMe RNA ver-

wendet werden. Die Abb. 60b und Abb. 60c zeigen eine simulierte Sekundärstruktur des 

AntimiRs ohne zusätzlichen und mit einem zusätzlichen fünf Basenpaar langen Stamm. Im 

Vergleich zum MB aus der Studie von Heckel et al.[119] in Abb. 60a ist eindeutig zu erken-

nen, dass das Design wesentlich herausfordernder ist und die Länge des Stammes expe-

rimentell bestimmt werden muss. Der Stamm muss lang genug sein, damit der MB im un-

hybridisierten Zustand geschlossen bleibt, jedoch in Anwesenheit von miRNA sofort hybri-

disiert (siehe Abb. 59). 

 
Abb. 60 Simulierte Sekundärstrukturen von einem Molecular Beacon aus der Literatur[119] (a), sowie von dem 
AntimiR ohne Stamm (b) und mit einem 5bp langem Stamm (c). Die Strukturen wurde mit Mfold[307] (DNA fold 
für a) und RNA fold für b) und c)) simuliert. 

Insgesamt müssen bei der lichtaktivierbaren MB-Sonde folgende Aspekte berücksichtigt 

werden: 

- Länge des Stammes 

- Auswahl des Fluorophor-Quencher Paares 

- (spektrale) Kompatibilität des Fluorophor-Quencher-Paares mit Tracking-Fluorophor 

- (spektrale) Kompatibilität mit photolabilen Schutzgruppen 

- (spektrale) Kompatibilität zu dem experimentellen Setup (Mikroskopie und Fluores-

zenzmarkierung von Proteinen und mRNA) 

- Anzahl und Position der photolabilen Schutzgruppen 

Als hybridisierungssensitiver Fluorophor wurde Cy5 and als Quencher BBQ-650 gewählt, 

da beide Chromophore kommerziell als Phosphoramidite erhältlich sind. Dies erleichterte 

die Einführung, da kein zusätzlicher postsynthetischer Schritt notwendig ist. BBQ-650 

wurde gegenüber BHQ-3 bevorzugt, da BBQ-650 chemisch stabiler ist. BHQ-3 kann einer 

Zersetzung während der Festphasensynthese, sowie während der Entschützung der Oli-

gonukleotide, unterliegen.[308] Der Tracking-Fluorophor Atto488 sollte postsynthetisch an 
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ein Amin-modifiziertes 2’OMe Uridin 75 (siehe Abb. 63) in der Schleifen-Region gekoppelt 

werden. Im Vergleich zu Fluorescein zeigt Atto488 eine hellere Fluoreszenz und besitzt 

eine höhere Photostabilität.[309] Allerdings ist Atto488 nicht als Phosphoramidit erhältlich 

und muss postsynthetisch eingeführt werden. 

NH

O

ON
O

OMeO

O

O

H2N

75   
Abb. 61 Chemische Struktur des Amin-modifizierten 2’OMe Uridins zum postsynthetischen Markieren mit 
Atto488-NHS. Das entsprechende Phosphoramidit von 75 wurde von ChemGenes bezogen. 

 
Abb. 62 Absorptions- und Emissionsspektren der verwendeten Chromophore mit den entsprechenden Anre-
gungswellenlängen (gepunktete Linien). NPE dC bezeichnet ein 15mer DNA Strang mit einer NPE-Schutz-
gruppe auf einem dC in der Mitte der Sequenz. Die Spektren (außer NPE dC Abs.) wurden aus dem spectra 
viewer der Firma ThermoFisher Scientific und Chroma entnommen. 

Im ersten Schritt wurde die Stammlänge des MB experimentell bestimmt. Dazu wurden 

drei MBs (MB1, MB2, MB3) mit einem Cy5 am 5‘-Ende und einem BBQ-650 am 3‘-Ende, 

sowie einem Amino-Linker in der Schleifen-Region zum postsynthetischen Markieren des 

Tracking Fluorophores, synthetisiert. 2’OMe RNA basierende Molecular Beacon zeigen et-

was andere thermodynamische Eigenschaften als gewöhnliche DNA basierende, weshalb 

besondere Designparameter berücksichtigt werden müssen:[310] So hybridisieren 2’OMe-

MBs schneller und mit einer höheren Affinität als DNA-MBs. Trotzdem ist der Stamm von 

2’OMe-MBs deutlich stabiler. Allerdings kommt es durch die höhere Affinität zur Ziel-Nuk-

leinsäure zu einer geringeren Selektivität zwischen der perfekt-komplementären Ziel-Nuk-

leinsäure und einer, die eine Fehlbasenpaarung enthält. Um einen möglichst breiten Be-

reich zu untersuchen, wurden drei MBs hergestellt, die durch einen drei- (MB1), fünf- (MB2) 

und sieben-Basenpaaren (MB3) langen Stamm erweitert wurden (siehe Abb. 63).  
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Abb. 63 Sequenzen der MBs zur Bestimmung der optimalen Stammlänge. Zur übersichtlicheren Darstellung 
wurde die zur miRNA komplementäre Schleifen-Region unhybridisiert dargestellt (vgl. Abb. 60). MB1, MB2 
und MB3 wurden um drei, fünf und sieben Basenpaare verlängert, um einen stabilen Stamm zu bilden. 

Die Festphasensynthese erfolgte unter UltraMild-Bedingungen. Der Quencher wurde über 

die feste Phase (BBQ-650 CGPII, Linktech Co., siehe Abb. 64) eingeführt. Cy5 wurde an 

das 5‘-Ende der Sequenz gekuppelt. Dazu wurde keine klassische 5‘-Modifizierung ver-

wendet, sondern ein MMTr-geschütztes Cy5 (siehe Abb. 64), welches zur internen Modifi-

zierung verwendet werden kann. Die unpolare MMTr-Schutzgruppe sollte eine signifikante 

Verschiebung der Retentionszeit in der RP-HPLC verursachen, was die Aufreinigung des 

Volllängenproduktes erleichtern sollte. 
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CNCy5 (MMtr)  
Abb. 64 Chemische Strukturen von BBQ-650 CPGII und Cy5 (MMTr). 

Die Abspaltung vom Festphasenmaterial, sowie die Entfernung der Schutzgruppen auf den 

Nukleobasen erfolgte durch Inkubation mit Ammoniak (32%aq.). Die DMTrON RP-HPLC 

Aufreinigung (siehe Abb. 65) erfolgte über eine Säule von Macherey Nagel (300 Å, 5 μm, 

C4ec, 4,6x250 mm), da sich in vorausgegangen Studien gezeigt hat, dass bei der Verwen-

dung von Säulen des Herstellers MultoKrom (100-5 C18) eine signifikante Verschleppung 

der Proben beobachtet wurde. Selbst nach fünfzig Waschprozeduren der MultroKrom-

Säule konnte die Spuren der vorher gereinigten Proben nicht entfernen. Diese Probleme 

traten hauptsächlich bei hoch-modifizierten Proben (meist unpolare Modifikationen) auf. 

Zur Abspaltung der MMTr-Schutzgruppe wurden die getrockneten Fraktionen mit Essig-
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säure (80%) bei Raumtemperatur inkubiert. Gewöhnlicherweise werden alle flüchtigen Be-

standteile im Vakuum entfernt und das Reaktionsgemisch per HPLC aufgereinigt. Aller-

dings kann es bei dem Einengen zu einer Rekombination des MMTr-Kations and die pri-

märe OH-Gruppe von Cy5 kommen. Um dies zu vermeiden wurden die Proben vor dem 

Einengen mit einem Überschuss an Ethanol versetzt, welches anstelle der OH-Gruppe von 

Cy5 mit MMTr-Kation reagieren sollte. Die anschließende Aufreinigung erfolgte per RP-

HPLC unter denselben Bedingungen wie für die DMTrON-Aufreinigung (siehe Abb. 65). 

Ein exemplarisches Chromatogramm von MB1 zur Aufreinigung und Analytik ist in Abb. 

65 gezeigt. Bei der analytischen RP-HPLC wurde eine Säule der Firma Waters verwendet. 

Diese zeigte eine bessere Auftrennungsleistung, sodass Verunreinigungen detektiert wer-

den konnten, die über die präparative Säule von Macherey Nagel nicht abgetrennt werden 

konnten (siehe Abb. 65). MB1 und MB2 konnten massenspektrometrisch identifiziert wer-

den (siehe Tabelle 21). 

    
Abb. 65 RP-HPLC Chromatogramm von MB1 vor (grün) und nach (schwarz) der DMTr-Schutzgruppen Ab-
spaltung (link). Säule: Der Macherey Nagel 300 Å C4ec; 4,6 x 250 mm. Eluenten: HFIP (400 mM HFIP, 16,3 
mM TEA, pH 8) und MeOH.Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. Analytisches RP-HPLC Chromato-
gramm von MB1 (rechts). Säule: Waters XBridge BEH300 3,5 μm, 4,6 x 250 mm. Eluenten: HFIP (400 mM 
HFIP, 16,3 mM TEA, pH 8) und MeOH.Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. 

Zur Untersuchung der idealen Stammlänge wurden Fluoreszenzstudien mit den MBs und 

der miRNA (von 0 bis 2 Eq.) durchgeführt. Durch den Anstieg der Fluoreszenz des hybri-

disierungssensitiven Fluorophor (Cy5) sollte bestimmt werden, welche Stammlänge zu 

kurz ist, sodass der MB Hintergrundfluoreszenz zeigt und welche Stammlänge zu lang ist, 

sodass kein starker Anstieg der Fluoreszenz der MB gemessen werden kann. Im Vergleich 

der drei MBs in Abb. 66 zeigte sich, dass MB3 mit einem Stamm von sieben Basenpaaren 

zu stabil war und in Gegenwart von der miRNA nicht hybridisierte, da kein signifikanter 

Anstieg der Fluoreszenz gemessen werden konnte. MB2 mit einem Stamm von fünf Ba-

senpaaren zeigt einen deutlichen Anstieg der Fluoreszenz. MB1 mit einem Stamm von nur 

drei Basenpaaren zeigt den größten Anstieg der Fluoreszenz. Interessanterweise zeigt 

MB1 sogar die geringste Fluoreszenz in Abwesenheit der miRNA. 
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Abb. 66 Fluoreszenzmessungen von MB1, MB2 und MB3 in Anwesenheit von verschiedenen Äquivalenten an 
miRNA. Die Anregung von Cy5 erfolgte bei 610 nm. Die Messungen wurden an dem PlateReader Gerät der 
Firma Tecan bei einer MB Konzentration von 1 μM in PBS Puffer (pH 7,4) durchgeführt. 

Im Vergleich zu den TO-modifizierten AntimiRs (maximal 3,3-facher Anstieg der Fluores-

zenz) zeigte sich, dass das Signal-Rausch Verhältnis bei den MBs (maximal 17-facher An-

stieg der Fluoreszenz) deutlich besser war.  

Zum postsynthetische Markieren mit Atto488-NHS wurden die MBs in Borax-Puffer 

(pH 8,3) auf 80 °C zum Denaturieren erwärmt und für 4 h bei Raumtemperatur inkubiert. 

Unter diesen Bedingungen konnte allerdings nur ca.10% Umsatz beobachtet werden. Des-

wegen wurde in einem zweiten Versuch der pH-Wert durch Zugabe von 0,1 M NaHCO3-

Lösung auf 8,6 eingestellt und die Reaktionstemperatur auf 65 °C erhöht. Dies sollte mög-

liche Sekundärstrukturen teilweise auflösen und somit die „Zugänglichkeit“ des Amins er-

höhen. Ein Nachteil bei der hohen Temperatur des postsynthetischen Markierens bei 

pH 8,6 ist, dass unter diesen Bedingungen photolabile Schutzgruppen abgespalten werden 

können. Besonders die NPE-Schutzgruppe auf Uridin neigt zu einer Hydrolyse unter basi-

schen Bedingungen. Zur Entfernung von Überschüssigem Atto488-NHS wurden die MBs 

mit NaOAc in Ethanol gefällt. Die Aufreinigung der markierten MBs erfolgte per RP-HPLC 

(siehe Abb. 67 links für ein exemplarisches Chromatogramm von MB1).  

 
Abb. 67 RP-HPLC Chromatogramm nach dem Markieren von MB1 mit Atto488 (links) und das in der HPLC 
aufgenommene UV/vis Absorptionsspektrum (rechts). Das kleinere Signal im Chromatogramm bei Minute 25,2 
ist kein (nicht-markiertes) Edukt. Selbst nach Abtrennung dieses Signals konnte es erneut im HPLC-Chroma-
togramm detektiert werden. Deshalb wird angenommen, dass es sich um eine Sekundärstruktur oder Isomer 
(von Quencher oder Fluorophoren) handelt. Bedingungen: Säule: Macherey Nagel 300Å, C4ec; 4,6 x 250 mm. 
Eluenten: HFIP (400 mM, 16,3 mM TEA, pH 7) und MeOH. Der Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. 
Die HPLC erfolgte bei 60 °C. 
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Das UV/vis Absorptionsspektrum (siehe Abb. 67 rechts) zeigt die charakteristische Ab-

sorption von Atto488 bei 488 nm. 

Im nächsten Schritt der Studie musste die Anzahl und Position von photolabilen Schutz-

gruppen evaluiert werden, die notwendig sind, um eine Hybridisierung der miRNA vor Be-

lichtung zu verhindern. Dabei musste allerdings berücksichtigt werden, dass bei einer zu 

hohen Anzahl an photolabilen Schutzgruppen die Photolyse mehr Licht benötigt oder nicht 

vollständig ablaufen kann. Als photolabile Schutzgruppen wurde aufgrund der spektralen 

Kompatibilität NPE gewählt und die entsprechend geschützten 2’OMe Nukleosidphospho-

ramidite nach Literaturvorschrift[118] hergestellt. Um den synthetischen Aufwand zu verrin-

gern, wurde darauf verzichtet das NPE-modifizierte 2’OMe Guanosinphosphoramidit zu 

synthetisieren.  

2.2.3.1 Synthese der NPE-geschützten 2’OMe Nukleosidphosphoramidite 

2.2.3.1.1 Synthese des NPE-geschützten 2’OMe Adenosinphosphoramidits (82) 

Die Synthese des 2’OMe Adenosinphosphoramidits 82 (siehe Abb. 68) erfolgte nach Lite-

raturvorschrift[118].  

 
Abb. 68 Syntheseübersicht zur Darstellung des NPE-geschützten 2’OMe Adenosinphosphoramidits 82. 

Ausgehend von 2’OMe Inosin 76 wurde die 5‘-OH Gruppe mit der, in der Festphasensyn-

these standardgemäß verwendeten, säurelabilen DMTr-Schutzgruppe versehen. Dazu 

wurde 2’OMe Inosin mit DMTrCl in Pyridin umgesetzt. Pyridin war sowohl Lösungsmittel, 
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als auch Base und konnte die während der Reaktion entstandene Salzsäure neutralisieren, 

sodass eine säurekatalysierte Abspaltung der DMTr-Schutzgruppe verhindert wurde. 5‘-O-

DMTr-2‘-O-methylinosin 77 konnte in 81% Ausbeute erhalten werden. Im zweiten Schritt 

erfolgte die Acetyl-Schützung der 3‘-OH Gruppe. Die basenlabile Acetylgruppe konnte in 

späteren Reaktionen orthogonal zur DMTr-Schutzgruppe abgespalten werden, sodass die 

3‘-OH Gruppe zum Phosphoramidit umgesetzt werden konnte. Die Einführung der Acetyl-

schutzgruppe erfolgte mit Essigsäureanhydrid (3,3 Eq.) und katalytischen Mengen DMAP 

in Pyridin. Da nach dreistündiger Reaktion keine vollständige Umsetzung beobachtet wer-

den konnte, wurden weitere 2,2 Eq. Acetylchlorid zugegeben. Das Produkt 78 wurde ohne 

weitere Aufreinigung und Analyse in der nächsten Stufe verwendet. Zur Installation der 

NPE-Schutzgruppe musste die Position 6 von Verbindung 78 zuvor aktiviert werden. Dies 

erfolgte durch Reaktion von Verbindung 78 mit Triisopropylbenzolsulfonylchlorid (TIP-

BSCl), DIPEA und katalytischen Mengen DMAP. Bei der Reaktion entstand ein Regioiso-

mergemisch aus dem gewünschten O6-sulfonierten Produkt 79 und dem N1-sulfonierten 

Nebenprodukt. Die beiden Regioisomere konnten säulenchromatographisch getrennt wer-

den, sodass 79 in 49% Ausbeute erhalten werden konnte. Die NPE-Schutzgruppe wurde 

in einer nukleophilen Substitutionsreaktion mit 79 und NPE-NH2 eingeführt. Verbindung 80 

wurde in 67% Ausbeute erhalten. Die Abspaltung der 3‘-O-Acetyl-Schutzgruppe erfolgte 

mit Methylamin in Ethanol, sodass nach säulenchromatographischer Aufreinigung von Ver-

bindung 81 in 71% Ausbeute erhalten werden konnte. Die Umsetzung zum Phosphoramidit 

82 wurde nach einer leicht abgewandelten Prozedur durchgeführt. Dabei wurde das Lö-

sungsmittelvolumen um die Hälfte verringert, da das konzentriertere Reaktionsgemisch 

schneller umgesetzt wird, was eine Zersetzung des Produktes verhindern. Nach säulen-

chromatographischer Aufreinigung zeigte das Produkt im 31P-NMR Spektrum noch das 

Vorhandensein einer Spezies des Phosphoramidit Reagenzes 2-Cyanoethyl-N,N-diisopro-

pylchlorophosphoramidit, welches ein typisches Signal bei ~12ppm aufweist. Auch eine 

erneute säulenchromatographische Aufreinigung konnte diese Verunreinigung nicht ent-

fernen. Die Entfernung dieser Verunreinigung ist notwendig, da es ansonsten zu geringe-

ren Kupplungsausbeuten bei der Festphasensynthese kommen kann. Dies musste speziell 

bei diesen hoch-modifizierten MBs vermieden werden, da das synthetisierte Oligonukleotid 

ansonsten nicht in der benötigten Menge oder Reinheit erhalten werden könnte. Zur Ent-

fernung der Verunreinigung wurde die Verbindung in wenig Aceton gelöst und mit n-Hexan 

bei -20 °C für 2 h gefällt. Durch anschließende Zentrifugation konnte das saubere Produkt 

82 (siehe Abb. 69 für den Vergleich der 31P-NMR-Spektren vor und nach der Fällung) pel-

letiert werden.  
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Abb. 69 31P-NMR Spektrum (202 MHz, DMSO-d6) von 82 vor und nach der Fällung mit Aceton/n-Hexan. Die 
Verunreinigung mit dem charakteristischen Signal bei ~12ppm konnte durch die Fällung entfernt werden. 

2.2.3.1.2 Synthese des NPE-geschützten 2’OMe Cytidinphosphoramidits (89) 

Die Synthese des 2’OMe Cytidinphosphoramidits 89 (siehe Abb. 70) erfolgte nach Litera-

turvorschrift[118].  
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Abb. 70 Syntheseübersicht zur Darstellung des NPE-geschützten 2’OMe Cytidinphosphoramidits 89. 

Ausgehend von 2’OMe Uridin 83 wurde die 5‘-OH Gruppe mit DMTrCl geschützt. Da die 

5‘-OH Gruppe die einzige primäre OH-Gruppe ist und DMTrCl ein sterisch anspruchsvolles 

Elektrophil ist, lief die Schützung selektiv und quantitativ ab (→84). Die Einführung der 

3‘-OH Schutzgruppe erfolgte unter Standardbedingungen mit TBDMSCl und Imidazol in 

87% Ausbeute (→85). Zur Installation der photolabilen Schutzgruppe musste die O4-Posi-

tion mit Triisopropylbenzolsulfonylchlorid (TIPBSCl) aktiviert werden. Die Reaktion erfolgte 

mit TIPBSCl, DIPEA und katalytischen Mengen DMAP, sodass 86 in 81% Ausbeute erhal-

ten werden konnte. Die Einführung der NPE-Schutzgruppe erfolgte mit NPE-NH2 in 61% 
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Ausbeute. Die 3‘-O-TBDMS-Schutzgruppe von Verbindung 87 wurde unter Standardbedin-

gungen mit TBAF entfernt (→88). Die Umsetzung zum Phosphoramidit 89 wurde, wie im 

Falle von Adenosin (siehe Kapitel 2.2.3.1.1), nach einer leicht abgewandelten Prozedur 

durchgeführt. Analog zu der Synthese des NPE-geschützten 2’OMe-Adenosinphosphora-

midites 82 konnte auch hier nach zweifacher säulenchromatographischer Aufreinigung 

kein sauberes Produkt isoliert werden. Durch einen Fällungsschritt mit Aceton und n-Hexan 

konnte die Verunreinigung entfernt werden.  

 

Abb. 71 31P-NMR Spektrum (202 MHz, DMSO-d6) von 89 vor und nach der Fällung mit Aceton/n-Hexan. Die 
Verunreinigung mit dem charakteristischen Signal bei ~12ppm konnte durch die Fällung entfernt werden. 

2.2.3.1.3 Synthese des NPE-geschützten 2’OMe-Uridinphosphoramidits (92) 
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Abb. 72 Syntheseübersicht zur Darstellung des NPE-geschützten 2’OMe Uridinphosphoramidits 92. 

Die Synthese des 2’OMe Uridinphosphoramidits 92 erfolgte nach Literaturvorschrift[118] und 

startete ausgehend von dem in Kapitel 2.2.3.1.2 synthetisierten 5‘-O-DMTr-3‘-O-TBDMS-

2‘-O-Methyluridin 83, welches in einer Mitsunobu-Reaktion[311] mit Triphenylphosphin, 

DEAD und NPE-OH umgesetzt wurde. Dabei wurde ein N3- und O4-Regioisomerenge-

misch erhalten wurde. Säulenchromatographische Aufreinigung konnte das gewünschte 

O4-alkylierte Isomer isolieren, sodass 90 in 39% Ausbeute erhalten werden konnte. Die 
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Abspaltung der 3‘-O-TBDMS-Schutzgruppen erfolgte unter Standardbedingungen mit 

TBAF in 92% Ausbeute (→91). Die Umsetzung zum Phosphoramidit 92 erfolgte analog zu 

der Synthese des NPE-geschützten 2’OMe-Cytidins und verlief in 89% Ausbeute. Bei die-

sem Syntheseschritt war anders als bei dem Cytidin- und Adenosin-Derivat kein zusätzli-

cher Fällungsschritt notwendig, da alle Verunreinigungen säulenchromatographisch ent-

fernt werden konnten (siehe Abb. 73). 

 
Abb. 73 31P-NMR Spektrum (202 MHz, DMSO-d6) von 92. Die drei Signale sind zurückzuführen auf die Phos-
phor- und NPE-Diastereomere (Überlagerung von eigentlich vier Signalen) 

 

2.2.3.2 Bestimmung von Anzahl und Position der photolabilen Schutzgruppen des 

dual-markierten, lichtaktivierbaren Molecular Beacons 

Heckel et al.[119] publizierten, nach Recherche des Autors dieser Arbeit, als einzige einen 

lichtaktivierbaren MB, bei dem die Schleifen-Region durch photolabile Schutzgruppen vor 

Hybridisierung geschützt wurde. Die Studie zeigte, dass sieben photolabile Schutzgruppen 

auf den Nukleobasen des ortho-Nitrobenzol-Typs (NPE und NPP) notwendig waren, um 

die Hybridisierung der Schleifen-Region (19mer) mit der Ziel-Nukleinsäure zu verhindern. 

Die Schleifen-Region in der hier untersuchten Studie beträgt 23 Nukleotide, somit müssten 

mehr photolabile Schutzgruppen eingebaut werden. Jedoch besitzt der MB in dieser Studie 

stärkere Sekundärstrukturen, was den MB zusätzlich stabilisiert (siehe Abb. 60). Es wur-

den drei photoaktivierbare Molecular Beacon (cMB, für caged Molecular Beacon) herge-

stellt (siehe Abb. 74). Zwei cMBs wurden mit sieben photolabilen Schutzgruppen, die un-

terschiedlich verteilt wurden, synthetisiert. Eine gleichmäßige Verteilung, wie in c7bMB1 

sollte effizienter die Hybridisierung der miRNA verhindern. Allerdings könnten die photola-

bilen Schutzgruppen in der Nähe des Stammes diesen destabilisieren, sodass erhöhte 

Hintergrundfluoreszenz gemessen werden könnte. Deswegen wurde ein weiterer cMB mit 

sieben photolabilen Schutzgruppen (c7aMB1) synthetisiert, wobei erst vier Basen vom 

Stamm entfernt eine photolabile Schutzgruppe installiert wurde. Um zu überprüfen, ob 

mehr photolabile Schutzgruppe notwendig sind, um die Hybridisierung mit der miRNA voll-

ständig zu inhibieren, wurde zusätzlich noch ein cMB mit acht photolabilen Schutzgruppen 

(c8MB1) hergestellt. Auch bei diesem Konstrukt wurde auf einem Abstand der NPE-Grup-

pen zu dem Stamm geachtet. 



                                                                                                                                       73 
 

 

Lichtinduzierbare AntimiR-Sonden zur Regulation von miRNA in Neuronen 

 
Abb. 74 Strukturen der photoaktivierbaren Molekular Beacons (cMB) mit sieben (c7aMB1 und c7bMB1) und 
acht (C8MB1) photolabilen Schutzgruppen. 

Da sich in den vorausgehenden Studien (siehe Kapitel 2.2.3) gezeigt hatte, dass erhöhte 

Temperaturen für das postsynthetische Markieren von Atto488 notwendig waren und dies 

nicht kompatibel zu den NPE-Schutzgruppen sein könnte, wurde ein Fluorescein Fluoro-

phor in der Festphasensynthese eingeführt. Da dieser Tracking-Fluorophor möglichst weit 

entfernt vom hybridisierungssensitiven Fluorophor sein soll, musste dieser in der Schleifen-

Region installiert werden. Um die perfekte Komplementarität der Schleifen-Region mit der 

miRNA zu gewährleisten, wurde ein Fluorescein-(6-FAM)-modifiziertes Thymidin 93 (siehe 

Abb. 75) eingebaut. Im Vergleich zu dem „normalen“ Fluorescein (FITC, Fluorescein-5,6-

isothiocyanat) zeigt 6-FAM weniger Photobleichen[312] und die chemische Einführung ist 

robuster.[313] FITC ist zudem ein Regioisomergemisch, während 6-FAM nur ein einziges 

Isomer ist, was eine Aufreinigung per HPLC erleichtern kann.  
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Abb. 75 Chemische Struktur des Fluorescein-modifizierten (6-FAM) Thymidins 93. 

Anders als in der Literatur[118] beschrieben, war es nicht möglich die in Kapitel 2.2.3.1 her-

gestellten NPE-geschützten Adenosin- und Cytidinphosphoramidite in MeCN zu lösen. Erst 

in einem Mischungsverhältnis von 80% CH2Cl2 und 20% MeCN konnten die Amidite gelöst 

werden. Da der verwendete Oligonukleotid-Synthesizer (ABI392 der Firma Applied Biosys-

tems) die Lösungen mit Überdruck befördert, ist ein hoher Anteil an CH2Cl2 ungünstig, da 

dies durch den Überdruck verdampft. Dies könnte zur Fällung der Amidite führen, was wie-

derum den Synthesizer verstopfen könnte. Die Synthese erfolgte analog zu den in Kapitel 
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2.2.3 beschriebenen Molecular Beacons unter UltraMild-Bedingungen im DMTrON-Modus. 

Die Standard-Kupplungszeit von sechs Minuten für 2’OMe Phosphoramidite wurde nicht 

für die NPE-geschützten Amidite verlängert. Lediglich die Fluorophor-Amidite (Fluorescein 

und Cy5) wurden für 15 Minuten gekuppelt. Vor der eigentlichen Abspaltung der Schutz-

gruppen und der Spaltung vom Festphasenmaterial, wurde das Festphasenmaterial mit 

20% Diethylamin in MeCN gespült. Unter diesen mild-basischen Bedingungen wurden se-

lektiv die Cyanoethyl-Schutzgruppen am Phosphatrückgrat abgespalten. Durch das Spü-

len wird die Addition von Acrylnitril an Amine verhindert, ein Problem was häufig bei U-

reichen Sequenzen auftritt. Nachdem das Festphasenmaterial mit MeCN gespült und ge-

trocknet wurde, wurde die Abspaltung mit NH3 (33% wässrige Lösung) bei Raumtempera-

tur durchgeführt. Nachdem die Konstrukte per RP-HPLC aufgereinigt wurde, wurden die 

MMTr-Schutzgruppen abgespalten. Analog zu der Beschreibung in 2.2.3 wurde durch die 

Zugabe von Ethanol eine nachträgliche Addition des MMTr-Kations an die frei 5‘-OH 

Gruppe verhindert. Massenspektrometrische Analyse (siehe Tabelle 21 im Anhang) zeigte 

das Vorhandsein eines geringen Anteils (<10%) an Konstrukten, die eine NPE-Gruppe we-

niger aufweisen. Im nächsten Schritt wurde analysiert, welches Konstrukt im geschützten 

Zustand die miRNA Bindung effizient verhinderte und nach UV-Licht Bestrahlung einen 

deutlichen Anstieg der Fluoreszenz zeigte. Dazu wurde die Fluoreszenz von c7aMB1, 

c7bMB1 und c8MB1 mit verschiedenen Äquivalenten an miR181a (0; 0,2; 0,4; 0,6; 0,8; 1,0; 

und 2,0) vor und nach unterschiedlicher Belichtungszeit (0, 20, 40 und 60 min) bei 365 nm 

gemessen (siehe Abb. 76). Alle Konstrukte verhinderten im geschützten Zustand die Hyb-

ridisierung mit der miRNA und zeigten wenig Fluoreszenz. c8MB1 mit acht NPE-Gruppen 

verhinderte am effizientesten die miRNA Bindung und zeigte die geringste Fluoreszenz, 

welche zudem nicht bei höheren Äquivalenten von miRNA anstieg. Im Vergleich dazu zeig-

ten c7aMB1 und c7bMB1 im geschützten Zustand einen sehr geringen Anstieg der Fluores-

zenz in Anwesenheit der miRNA (2,8-facher und 2,6-facher Anstieg). Die UV-Licht (365 

nm) Bestrahlung erfolgte mit einem selbstgebauten Gerät, was eine gleichmäßige Bestrah-

lung der Proben in einer Mikrotiterplatte (96-well) erlaubte. Nach 20 min konnte bei allen 

Konstrukten ein signifikanter Anstieg der Fluoreszenz (13 bis 14-fach) gemessen werden.  
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Abb. 76 Messung der Fluoreszenz der cMBs mit verschiedenen Äquivalenten an miR-181a ohne Belichtung 
bei 365 nm und nach 20, 40 und 60 min UV-Licht Bestrahlung. Die Konzentrationen von c7aMB1, c7bMB1 und 
c8MB1 betrugen 1 μM in PBS Puffer (pH 7,4). Anregung von Cy5 erfolgte bei 630 nm. 

Weitere UV-Licht Bestrahlung (siehe Abb. 76 40 und 60 min) führte zu einer geringeren 

Fluoreszenz, was durch UV-Licht induziertes Photobleichen erklärt werden kann oder 

durch mehrfache Fluoreszenzmessung verursacht wurde. Dadurch sank die Effizienz und 

der Fluoreszenzanstieg betrug nur noch 9- bis 10-fach für 40 min und 7- bis 9-fach für 

60 min UV-Licht Bestrahlung (dritte Messung). In Abb. 77 ist die Fluoreszenz von Cy5 in 



      
 

76     Lichtinduzierbare AntimiR-Sonden zur Regulation von miRNA in Neuronen 

Abhängigkeit der Bestrahlungszeit dargestellt. Für die optimale Durchführung der Zellex-

perimente müsste die ideale Bestrahlungszeit, um eine vollständige Bindung der miRNA 

zu ermöglichen und gleichzeitig minimal Photobleichen zu induzieren, experimentell be-

stimmt werden. 

 
Abb. 77 UV-Bestrahlungszeitabhängige Abnahme der Fluoreszenz von Cy5. 

2.2.3.3 Optimierung des Fluoreszenzanstieges des Molecular Beacons 

Der maximale Fluoreszenzanstieg um den Faktor 13 nach Hybridisierung könnte allerdings 

zu gering sein für die zellulären Experimente. Da der MB im Überschuss zur miRNA für 

eine effektive Regulation vorhanden sein muss, ist eine geringe Fluoreszenz im geschlos-

senen Zustand Voraussetzung. Aus diesem Grund wurde eine neue Version des c8MB1 

synthetisiert, bei dem der Cy5 Fluorophor gegen einen Cy5.5 ausgetauscht und zwei Quen-

cher anstatt eines Quenchers verwendet wurden, um einen sogenannten Super-Quen-

cher[314] zu erhalten (siehe Abb. 74). Studien[314,315] zeigten, dass mit einem Super-Quen-

cher-System die Fluoreszenz im geschlossen Zustand eines MBs deutlich verringert wer-

den konnte. 

 
Abb. 78 Sequenzen der photoaktivierbaren MBs mit einem Cy5 Fluorophor und einem BBQ-650 Quencher 
(links) und einem Cy5.5 Fluorophor und zwei BBQ-650 Quencher (rechts). 

Die Festphasensynthese des c8MB1.2 erfolgte analog zu der von c8MB1. Der Quencher 

am 3‘-Ende wurde über die feste Phase eingeführt und der interne Quencher und Cy5.5 

über das entsprechenden Phosphoramidit (siehe Abb. 79).  
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Abb. 79 Chemische Strukturen des Cy5.5 Phosphoramidits, BBQ-650 CPG, und BBQ-650 Phosphoramidit. 
Die BBQ-Quencher wurden von der Firma Link Technologies Ltd. und das Cy5.5 Amidit von Glen Research 
bezogen. 

Das analytische RP-HPLC Chromatogramm und eine gelelektrophoretische Analyse zeig-

ten, dass c8MB1.2 sauber erhalten werden konnte (siehe Abb. 231 im Anhang). Zusätzlich 

wurde die Identität per Massenspektrometrie identifiziert (siehe Tabelle 21 und Abb. 231 

im Anhang). 

Analog zu den Studien von c8MB1, c7aMB1 und c7bMB1, wurde die Fluoreszenz von 

c8MB1.2 in Abhängigkeit von der miRNA Konzentration vor und nach UV-Licht Bestrahlung 

gemessen (siehe Abb. 80). Vor Belichtung war (fast) keine Fluoreszenz detektierbar, auch 

nicht bei 2 Äquivalenten miRNA. Nach 20 min Bestrahlung mit UV-Licht konnte ein starker 

Anstieg der Fluoreszenz gemessen werden. Der Faktor des Fluoreszenzanstiegs nach 

miRNA Hybridisierung kann aufgrund der unruhigen Basislinie nicht exakt bestimmt wer-

den und liegt im Bereich zwischen 200 und 9000. 

 
Abb. 80 Fluoreszenzmessung von c8MB1.2 vor (links) und nach Bestrahlung (rechts) mit UV-Licht (365 nm, 
20 min) in Abwesenheit und Anwesenheit verschiedener Konzentrationen von miR-181a. Die Konzentration 
von c8MB1.2 betrug 1 μM in PBS Puffer (pH 7,4). Anregung erfolgte bei 630 nm. 

Dies waren optimale Voraussetzung für die Regulation von miR-181a, selbst bei einem 

Überschuss des AntimiRs. Im letzten Schritt wurde untersucht, ob Cy5.5 und FAM durch 

UV-Licht Bestrahlung oder wiederholten Messungen Photobleichen zeigen. Während 

Cy5.5 kein Photobleichen durch wiederholte Messungen zeigte, konnte bei 6-FAM ein ste-

tiger Abfall der Fluoreszenz beobachtet werden (siehe Abb. 81 oben). Allerdings konnte 
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bei Cy5.5 ein Abfall der Fluoreszenzintensität durch UV-Bestrahlung detektiert werden 

(siehe Abb. 81 unten). 

 
Abb. 81 Fluoreszenzmessung zur Untersuchung von Photobleichen durch wiederholte Messungen (oben). Die 
Fluoreszenz von Cy5.5 (links) und FAM (rechts) wurde wiederholt gemessen. Unten ist das UV-Bestrahlungs-
zeitabhängige Photobleichen von Cy5.5 gezeigt. 

Zusammengefasst wurde die optimale Stammlänge des MB mit drei Basen, die ideale An-

zahl der photolabilen Schutzgruppen mit acht, das optimale Fluorophor-Quencher-Paar als 

Cy5.5 und zwei BBQ-650 und die Positionierung des -Fluorophores 6-FAM in der Schleife, 

bestimmt. Die Struktur und Funktion des optimierten Molecular Beacons ist in Abb. 82 

dargestellt. 

 

Abb. 82 Finales Konzept und Mechanismus eines dual Fluorophor-markierten, lichtaktivierbaren Molecular 
Beacons. 
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2.2.4 Lichtaktivierbare Hairpin-Sonden 

Lichtaktivierbare Nukleinsäuren mit einer Haarnadelstruktur (engl. Hairpin) besitzen einen 

(teil-)komplementären intramolekularen Gegenstrang (hier als Blockierstrang bezeichnet), 

welcher über einen photospaltbaren Linker (z.B. in der Haarnadelschleife) mit der zur Ziel-

nukleinsäure (hier miR-181a) komplementären Nukleinsäure (AntimiR) verknüpft ist (siehe 

Abb. 83). Mehrere Beispiele aus der Literatur von lichtaktivierbaren Haarnadelstrukturen 

wurden ausführlich in den Kapiteln 1.3.2.1 und 1.3.2.2 beschrieben. Vor der Spaltung der 

photospaltbaren Linker (PC-Linker, photocleavable Linker), soll der intramolekulare Dop-

pelstrang des Hairpins (AntimiR + Blockierstrang) stabiler sein, als der intermolekulare 

Duplex des Hairpins mit der miR-181a. Durch Photolyse, wird aus dem intramolekularen 

Duplex aus AntimiR und Blockierstrang (grau, siehe Abb. 83) ein intermolekularer, was die 

Stabilität deutlich senken soll. Da die miR-181a vollständig komplementär zum AntimiR ist, 

sollte die miR-181a nach Photoaktivierung den Blockierstrang verdrängen und den ther-

modynamisch stabileren Doppelstrang bilden. Bei einer lichtaktivierbaren Hairpin-Sonde 

(LHS) muss der hybridisierungssensitive Fluorophor und der zugehörige Quencher so an-

geordnet sein, dass erst durch die Bindung der miRNA der Quencher Strang verdrängt 

wird. Nach Photolyse, aber vor Hybridisierung der miRNA muss der (Teil-)Strang mit dem 

Quencher an dem AntimiR hybridisiert bleiben, da ansonsten die Photolyse und nicht die 

Hybridisierung detektiert wird. 

 

Abb. 83 Konzept und Funktion einer lichtaktivierbaren Hairpin-Sonde (LHS) zur Regulation von miRNA. 

Zur photoinduzierten Strangspaltung wurde ein kommerziell erhältlicher, photospaltbarer 

Linker[120] verwendet, der auf ortho-Nitrobenzyl basiert (siehe Abb. 84). Im ersten Schritt 
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der Strangspaltung wird das 3‘-Ende der gespaltenen Nukleinsäure mit einer Phosphat-

gruppe freigesetzt.[120] Anschließende Eliminierung setzt das 5‘-phosphorylierte Ende der 

Nukleinsäure frei. 

 
Abb. 84 Reaktionsschema[120] der Strangspaltung von Nukleinsäuren durch Photolyse eines photospaltbaren 
Linkers des Nitrobenzyl-Typs (PC-Linker). 

Bei dem Design der LHS müssen mehrere Faktoren beachtet werden: Die optimale Aus-

wahl und Position von Fluorophor und Quencher, um ein möglichst effizientes Quenching 

vor miRNA Bindung zu garantieren. Essenziell ist auch die ideale Länge des Blo-

ckierstrangs und die Anzahl der photospaltbaren Linker im Blockierstrang. Ein zu stabiler 

AntimiR-Blockierstrang-Duplex kann selbst nach Photolyse die miRNA nicht binden. Ein zu 

labiler AntimiR-Blockierstrang-Duplex bindet die miRNA auch vor Belichtung oder zeigt 

Hintergrundfluoreszenz. Mindestens der Teil des Blockierstrangs, der den Quencher ent-

hält, muss nach der Photolyse an dem AntimiR hybridisiert bleiben, um vor der Bindung 

von miR-181a keinen Fluoreszenzanstieg zu erhalten. Zusätzlich muss die Strangverdrän-

gung durch die miRNA nach Photolyse möglichst schnell und quantitativ bei der entspre-

chenden Temperatur ablaufen. Durch die Installation von mehreren PC-Linkern kann die 

Hybridisierung des Blockierstrangs nach Photolyse stärker destabilisiert werden. Da der 

PC-Linker anstatt einer Nukleobase eingebaut wird, kann an dieser Stelle keine Basenpaa-

rung stattfinden, sodass zu viele PC-Linker auch die Hybridisierung des Blockierstrangs 

vor Photolyse destabilisieren könnten und eine Strangverdrängung mit der miR-181a er-

möglichen. Wie bei den Konzepten zuvor, muss ein zweiter, spektral kompatibler und or-

thogonal anregbarer Fluorophor für die Lokalisierung des AntimiRs in Neuronen installiert 

werden. Um FRET mit dem hybridisierungssensitiven Fluorophor oder Fluoreszenzlö-

schung durch den Quencher zu vermeiden, sollte der Tracking-Fluorophor möglichst dis-

tanziert platziert werden. Analog wie bei den Konzepten zuvor und in Kapitel 2.2.2 ausführ-

lich beschrieben, sollte durch die Verwendung von 2’OMe RNA und unnatürlichen Modifi-

kationen am 3‘- und 5‘-Ende des AntimiRs (bzw. des LHS) eine Endo- und Exonuklease-

resistenz erzielt werden. Ein weiteres Argument gegen die Verwendung von Phosphorthi-

oaten ist, dass mit Phosphorthioaten die Geschwindigkeit einer Strangverdrängung deut-

lich reduziert wird.[316] Bei den Beispielen von LHS aus der Literatur[125,136] (siehe Kapitel 
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1.3.2.1 und 1.3.2.2) ist zum Teil unklar, ob der Blockierstrang nach der Photolyse hybridi-

siert bleibt oder dissoziiert. Das hier angestrebte Konzept ist, nach Recherche des Autors 

dieser Arbeit, das erste, welches vollständig die Hybridisierung und nicht die Photolyse 

visualisiert. Die folgenden drei LHS (LHS-1, LHS-2 und LHS-3) wurden von Robin Klimek 

in einer vom Autor dieser Arbeit betreuten Bachelorarbeit synthetisiert und analysiert. Die 

Ergebnisse werden im Folgenden hier dargestellt. Die drei synthetisierten LHS unterschei-

den sich in der Länge des Blockierstrangs, der Schleife, der Anzahl der photospaltbaren 

Linker und der verwendeten Fluorophor-Quencher-Paare (siehe Abb. 85). LHS-1 hatte ei-

nen Blockierstrang von 13 Nukleotiden, welcher über einen photospaltbaren Linker mit dem 

AntimiR verknüpft war. Zusätzlich wurde ein Cy3-Tracking-Fluorophor am 3‘-Ende, sowie 

ein Cy5.5 - BBQ-650 Hybridisierungsfluorophor-Quencher-Paar in der Schleife installiert 

(siehe Abb. 85). Die Schleife bestand aus fünf Nukleotiden bzw. Modifikationen. LHS-2 

hatte ein ähnliches Design, jedoch einen Blockierstrang mit einer Länge von 19 Nukleoti-

den mit einem weiteren photospaltbaren Linker in der Mitte des Blockierstrangs. Zudem 

wurde bei LHS-2 eine Schleife aus vier Nukleotiden bzw. Modifikationen (Tetraloop) ver-

wendet. LHS-3 unterscheidet sich maßgelblich, denn in diesem Konzept wurde ein termi-

nales Cy3-BHQ-2 Hybridisierungsfluorophor-Quencher-Paar verwendet und der Tracking-

Fluorophor (Cy5) wurde in die Schleife installiert. Der Blockierstrang war so lang wie die 

AntimiR-Sequenz selbst, 23 Nukleotide, und besaß in der Mitte einen weiteren photospalt-

baren Linker. Bei den Konstrukten wurde darauf geachtet, dass nach der Photoaktivierung 

der Teil-Blockierstrang, der den Quencher enthält, der längste Strang ist. Dies sollte eine 

Dissoziation des Quencher-Stranges vor der Bindung von miR-181a vermeiden. LHS-1 

und LHS-2 hatten Quencher-Teilstränge mit zehn Nukleotiden. Bei LHS-3 war der Quen-

cher-Teilstrang zwölf Nukleotide lang. 

 
Abb. 85 Bezeichnung, Sequenz und Anzahl der Nukleotide des Gegenstranges von LHS-1, LHS-2 und LHS-3. 

LHS-3 besitzt den längsten Blockierstrang und sollte deswegen die Bindung der miRNA 

vor Photoaktivierung am stärksten verhindern. Zudem ist durch die terminale Installation 

eines Fluorophor-Quencher-Paares die Hybridisierung der miRNA vor Photolyse fluores-

zenzspektroskopisch messbar. Die Installation von Fluorophor und Quencher in der 
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Schleife (wie in LHS-1 und LHS-2) sollte eine starre räumliche Nähe erzeugen und somit 

die Quenching-Effizienz erhöhen. Kommt es allerdings vor der Photolyse zur Bindung der 

miRNA, weil der intramolekulare Duplex aus AntimiR und Blockierstrang nicht stabil genug 

wäre, dann könnte trotzdem kein fluoreszentes Signal des Hybridisierungsfluorophors de-

tektierbar sein (siehe Abb. 86 und Abb. 87). In diesem Falle wären Fluorophor und Quen-

cher auch nach Bindung von miR-181a noch in räumlicher Nähe. Zur Untersuchung der 

miRNA-Bindung vor und nach UV-Belichtung wurden, analog zu den in Kapitel 2.2.3 be-

schrieben Experimenten, Fluoreszenzstudien mit der miR-181a durchgeführt (siehe Abb. 

86).  

 
Abb. 86 Fluoreszenzmessungen vor und nach Bestrahlung mit UV-Licht, sowie Zugabe (0 bis 2 Eq.) der 
miR-181a. Die Konzentrationen von LHS-1, LHS-2 und LHS-3 betrugen 1 μM in PBS-Puffer (pH 7,4). Anregung 
von LHS-1 und LHS-2 erfolgte bei 610 nm und bei 510 nm für LHS-3. Die Emissionsmaxima liegen bei 704 
und 702 nm für LHS-1 und LHS-2, sowie bei 562 nm für LHS-3. UV-Belichtung erfolgte bei 365 nm. 

Die Ergebnisse zeigten, dass das Quenching bei der Verwendung von Fluorophor und 

Quencher in der Schleife (LHS-1 und LHS-2) deutlich effizienter war, als die terminale In-

stallation bei LHS-3. Während nach Photolyse und Zugabe der miR-181a bei LHS-1 ein 

62-facher und bei LHS-2 ein 41-facher Anstieg der Fluoreszenz gemessen werden konnte, 

stieg die Fluoreszenz bei LHS-3 nur um den Faktor drei an. Terminale Nukleobasen besit-
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zen häufig eine höhere Flexibilität,[317] besonders wenn schwächere A-U-Basenpaare ver-

wendet wurden,[318] was bei LHS-3 der Fall ist. Analog wie bei dem Designprinzip von 

Molecular Beacons (siehe Kapitel 2.2.3), sind G-C-reiche Sequenzen besser dazu geeig-

net die Fluktuation von terminalen Fluorophor-Quencher-Paaren zu reduzieren. Um die zur 

miR-181a komplementäre Sequenz nicht zu verändern, wurde darauf in diesem Ansatz 

verzichtet. Die Fluoreszenzstudie zeigte zudem, dass das Quenching von Cy5.5 mit BBQ-

650 im Falle von LHS-1 etwas effizienter war, als bei LHS-2. Dies könnte durch eine ver-

schiedene Orientierung von Fluorophor und Quencher in den unterschiedlichen Schleifen 

begründet werden. 

Da bei den Konstrukten LHS-1 und LHS-2 der hybridisierungssensitive Fluorophor und 

Quencher in der Schleife installiert wurden, konnte die Bindung der miRNA vor der Photo-

lyse nicht fluoreszenzspektroskopisch analysiert werden. Um dies zu untersuchen wurden 

Electrophoretic Mobility Shift Assays (EMSA) durchgeführt. Sollte die miRNA vor der Pho-

tolyse mit dem AntimiR hybridisieren, sollte dies das Migrationsverhalten des AntimiRs und 

der miRNA verändern. Die gelelektrophoretische Analyse (EMSA) zeigte, dass sowohl 

LHS-1 als auch LHS-2 die miR-181a vor Photolyse binden (Daten nicht gezeigt; vgl. mit 

Abb. 92). Dies bedeutet, dass die Blockierstränge zu kurz waren und die miR-181a den 

Blockierstrang verdrängen konnte. Ein möglicher Mechanismus[319] dazu könnte ein toe-

hold strand displacement sein (siehe Abb. 87). Die miR-181a könnte teilweise am 3‘-Ende 

des AntimiRs hybridisieren (siehe Abb. 87-1a.) und dadurch die benötigte Aktivierungs-

energie erlangen, um schrittweise (siehe Abb. 87-1b-c.) den Blockierstrang zu verdrängen 

(branch migration). Selbst bei vollständiger Hybridisierung der miR-181a bleiben Fluoro-

phor und Quencher in räumlicher Nähe, sodass der Hybridisierungsreporter (Cy5.5) nicht 

fluoresziert (siehe Abb. 87-1c.). Studien mit RNA zeigten, dass die Reaktionsgeschwindig-

keit einer toehold Strangverdrängung um die Größenordnung von sechs gesteigert werden 

kann, wenn der toehold sechs anstatt eine Nukleasebase lang ist.[320] LHS-1 und LHS-2 

besitzen einen toehold von 4 und 10 Nukleotide. Bei LHS-3 ist der Blockierstrang vollstän-

dig komplementär zum AntimiR, was die Hybridisierung mit der miR-181a am 3‘-Ende ver-

hindern sollte. Die in die Schleife eingebauten Modifikationen könnten eine Spannung ver-

ursachen, welche die Schleife destabilisiert (siehe Abb. 87-2). Zusätzlich könnten der hyd-

rophobe Cy5-Fluorophor und der PC-Linker eine Repulsion mit den Nukleobasen verursa-

chen. Ein Beispiel aus der Literatur[321] zeigte, dass Modifikationen (Glycol-Linker), im Ver-

gleich zu kanonischen Nukleobasen, eine RNA-Schleife destabilisieren können. Die insta-

bile Schleife könnte die benachbarten Basenpaarungen schwächen, sodass ein Gleichge-

wicht mit einer entspannten, aber dadurch größeren (weiter geöffneten) Schleife vorliegen 

könnte (siehe Abb. 87-2a-b). Die miR-181 könnte in der weiter geöffneten Schleife hybri-

disieren (siehe Abb. 87-2b) und eine toehold Strangverdrängung (siehe Abb. 87-2c-d) 
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durchführen. Die vollständige Hybridisierung der miR-181a führt zur räumlichen Trennung 

von Hybridisierungsfluorophor und Quencher. 

 
Abb. 87 Mögliche Mechanismen der Strangverdrängung (toehold strand displacement) der miR-181a am Bei-
spiel von LHS-1 (1a-c) und LHS-3 (2a-e). 

Da die Fluoreszenzexperimente nicht unter zellulären Bedingungen durchgeführt werden 

konnten, wurde untersucht, ob das Verhalten von LHS-3 in primären hippocampalen Neu-

ronen von Ratten (rattus norvegicus) identisch ist. LHS-3 wurde dazu gewählt, weil die 

Hybridisierung der miRNA vor und nach Photolyse eindeutig durch Messung der Fluores-

zenz bestimmt werden konnte. Die Experimente wurden von Dr. Irena Vlatkovic (MPI für 

Gehirnforschung, Arbeitsgruppe E. Schumann, Frankfurt am Main) durchgeführt. Aufgrund 

der unpolaren Modifikationen konnte, analog zu der Verwendung von Cholesterol, eine 

Transfektion ohne die Verwendung eines Transfektionsreagenzes durchgeführt werden. 

Die Transfektion erfolgte für 20 Minuten in primären hippocampalen Neuronen von Ratten 

(rattus norvegicus). Die Mikroskopieexperimente (siehe Abb. 88) zeigten, dass auch in 

Neuronen keine Änderung der Fluoreszenz des Hybridisierungsreporters (Cy3, grüner Ka-

nal in Abb. 88) vor und nach Photolyse (365 nm) beobachtet werden konnte. Somit verhält 

sich LHS-3 in Neuronen analog zu Experimenten außerhalb von Zellen. 
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Abb. 88 Fluoreszenzmessungen von LHS-3 vor und nach UV-Licht Bestrahlung (365 nm, 400 mW) in hippo-
campalen Neuronen. Die Transfektion erfolgte ohne die Verwendung eines Transfektionsreagenzes für 20 min. 
Die Inkubationszeit betrug ~18 h. Die Messungen erfolgten an einem Zeiss LSM780 konfokalen Laser-Fluo-
reszenzmikroskop und wurden von Dr. Irena Vlatkovic durchgeführt. 

Als nächstes wurde die Nukleaseresistenz am Beispiel von LHS-1 und LHS-3 getestet. 

Dazu wurde LHS-3 für 24 h bei 37 °C in Zelllysat von primären hippocampalen Neuronen 

(3 mio. Zellen/mL bereitgestellt von Dr. Irena Vlatkovic) inkubiert. Gelelektrophoretische 

Analysen (Daten nicht gezeigt) zeigten, dass kein Abbau stattfand. Die Detektion zur Aus-

wertung des Gels erfolgte fluoreszent über den Cy5 Tracking-Fluorophor.  

Da alle synthetisierten LHS auch vor der Photolyse mit der miRNA hybridisierten, wurde 

im Folgenden versucht modifizierte Versionen von LHS-1 und LHS-2 zu zyklisieren. Vo-

rausgegangene Studien zeigten, dass die Zyklisierung von Nukleinsäuren eine effiziente 

Methode ist, um die Hybridisierung einer komplementären Nukleinsäure zu verhin-

dern.[97,128] 

2.2.4.1 Zyklisierung der lichtaktivierbaren Hairpin-Sonden 

Da die Position von Hybridisierungsfluorophor und Quencher in der Schleife das bessere 

Quenching vor Photolyse und miRNA-Bindung zeigte, wurde dieses Konzept für die Zykli-

sierung von LHS-4 und LHS-5 gewählt (siehe Abb. 89). 

 

Abb. 89 Sequenzen von LHS-4 und LHS-5 zur Zyklisierung. 

Die Zyklisierung sollte postsynthetisch erfolgen, um Linker mit verschiedenen Längen tes-

ten zu können. Dafür wurden die Oligonukleotide am 3‘- und 5‘-Ende mit einem Amin mo-

difiziert, welches über einen Bis-NHS-Linker zyklisiert werden sollte (siehe Abb. 89 und 

-hv; Cy3 -hv; Cy3 & Cy5 +hv; Cy3 +hv; Cy3 & Cy5 
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Abb. 90). Als Linker wurden Polyethylenglyocol-Derivate (PEG5 und PEG9) mit einer Lin-

kerlänge von 22 – 36 Å, sowie ein kurzer Korksäure-Linker mit einer Länge von 12 Å ver-

wendet (siehe Abb. 90). Am 3‘-Ende wurde das Amin über ein Hydroxyprolinol-Derivat und 

am 5‘-Ende über ein Serinol-Derivat (siehe Abb. 90 für die Strukturen nach der Zyklisierung 

(blau)) eingeführt. 

 

Abb. 90 Verwendete Bis-NHS-Linker zur Zyklisierung von LHS-4 und LHS-5 (links). Rechts ist ein Ausschnitt 
von LHS-4 und LHS-5 nach der Zyklisierung gezeigt. 

Die Festphasensynthese und Aufreinigung erfolgte analog zu den vorhergehenden Syn-

thesen. Während eine massenspektrometrische Analyse nicht erfolgreich für LHS-5 verlief, 

konnte LHS-4 mit der Verwendung von HFIP/Hexylamin (50 mM HFIP, 12 mM Hexylamin, 

pH 8) und Methanol als Eluenten massenspektrometrisch nachgewiesen werden (siehe 

Tabelle 22 im Anhang). Die Reinheit von LHS-4 wurde zudem gelelektrophoretisch und 

über RP-HPLC nachgewiesen (siehe Abb. 92 und Abb. 232 im Anhang).  

Fluoreszenzmessungen zeigten, dass Cy5.5 und BBQ-650 in einer optimalen Weise an-

geordnet wurden, sodass vor UV-Belichtung keine Fluoreszenz gemessen werden konnte 

(siehe Abb. 91 links). Nach UV-Bestrahlung (365 nm) steigt die Fluoreszenz am Maximum 

(704 nm) um den Faktor ~500 bis ~1000 an (siehe Abb. 91 rechts). Analog zu den Mes-

sungen von LHS-1 und LHS-2 ist auch hier zu beachten, dass vor Belichtung miR-181a 

binden kann, was aber nicht zum Anstieg der Fluoreszenz führen konnte. 
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Abb. 91 Fluoreszenzmessungen zur Bestimmung des Quenching von LHS-4 vor (links) und nach UV-Belich-
tung (rechts). Anregung erfolgte bei 630 nm. Das Emissionmaximum liegt bei 704 nm. Die Konzentration von 
LHS-4 betrug 1 μM in PBS-Puffer (pH 7,4). 

Die Zyklisierungen von LHS-4 und LHS-5 wurden mit 2, 10, 20 und 40 Eq. der Bis-NHS-

Linker in Borax-Puffer (pH 8 bis 8,4) über Nacht bei Raumtemperatur durchgeführt. Eine 

Studie[128] über die Zyklisierung von DNA mittels Click-Chemie zeigte, dass bei einem äqui-

molaren Verhältnis von DNA und Bis-Linker und einer starken Verdünnung die besten Er-

gebnisse erzielt werden konnten. Höhere Äquivalente des Bis-Linkers führten zur zweifa-

chen Addition des Linkers und zur Bildung von Polymeren. Ein Vorteil von Click-Chemie 

ist, dass die Reaktionen häufig quantitativ ablaufen.[128] Äquimolare Reaktionen von Ami-

nen mit NHS-Ester sind normalerweise nicht quantitativ, sodass standardmäßig für ein 

postsynthetisches Markieren 100-200-fache Überschüsse eingesetzt werden müssen. Bei 

einer Zyklisierung könnte es durch die Verwendung von einem Überschuss an Bis-NHS-

Linker zu einer zweifachen Addition an eine Sequenz kommen, sodass keine Zyklisierung 

stattfindet oder sogar Polymere gebildet werden könnten. Der zweite Schritt der Zyklisie-

rung ist eine intramolekulare Reaktion, welcher durch eine hohe Verdünnung bevorzugt 

werden könnte. Da NHS-Ester jedoch einer Konkurrenzreaktion, der basischen Hydrolyse 

im verwendeten Puffer (Borax-Puffer, pH 8,3) unterliegen, könnte auch eine starke Ver-

dünnung die Zyklisierung verhindern. Die mit Linker-1 (PEG9), Linker-2 (PEG5) und Linker-

3 (Korksäure) zyklisierten LHS wurden über RP-HPLC aufgereinigt und gelelektrophore-

tisch analysiert. Ein exemplarisches Chromatogramm vor und nach der Zyklisierung von 

LHS-4 mit den verschiedenen Linkern ist in Abb. 92 (links) gezeigt. Durch die Zyklisie-

rungsreaktion (oder Addition) mit den bifunktionellen Linker findet eine eindeutige Ver-

schiebung der Retentionszeit statt. Die verschiedenen Signale wurden gesammelt und die 

Bindung zur miR-181a über EMSA analysiert. Dazu wurde ein natives PAA-Gel mit gleich-

bleibender Konzentration der miR-181a, aber zunehmenden Konzentrationen des Anti-

miRs analysiert (EMSA). Da die Intensität der miRNA-Bande mit zunehmender Konzentra-

tion des AntimiRs abnahm, wurde davon ausgegangen, dass das vermutlich zyklisierte 

AntimiR die miRNA auch vor Photolyse bindet (siehe Abb. 92 rechts). 
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Abb. 92 RP-HPLC Chromatogramme vor und nach der Zyklisierung von LHS-4 mit den verschiedenen bifunk-
tionellen Linkern (links). 10%iges natives PAA-Gel (EMSA, TA, RT, 2W) zur Untersuchung der Bindung der 
miR-181a mit LHS-4 vor der Photolyse. Da die Intensität der miRNA Bande bei Erhöhung der Äquivalenten 
von LHS-4 (PEG5) abnahm, hybridisierte die miRNA mit LHS-4 (PEG5) vor der Photolyse. LHS-4 ohne miR-
181a ließ sich nicht detektieren. Vermutlich induziert der Quencher eine Fluoreszenzlöschnung des Farbstoffes 
(SYBR Gold) für die Färbung der Gelbanden. 

Wie bereits oben erwähnt laufen Reaktionen mit NHS-Estern häufig nicht quantitativ ab. 

Da eine massenspektrometrische Analyse bei diesen langen und stark modifizierten LHS-

Strängen nicht erfolgreich verlief, war ein direkter Nachweis der Zyklisierung nicht möglich. 

Der Unterschied der Masse vor und nach einer Zyklisierung beträgt bei einer Amidbin-

dungsknüpfung nur 18 Da. (ein Wassermolekül), was ohnehin nur schwer eindeutig nach-

gewiesen werden kann bei den Längen dieser modifizierten Nukleinsäure. Da äquimolare 

Click-Reaktionen häufig auch quantitativ ablaufen, wurde im Folgenden die Zyklisierung 

über kupferkatalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition (CuAAC; Click-Chemie) durchgeführt. Ein 

Nachteil von Click-Chemie ist, dass der BBQ-650-Quencher nicht während der Festpha-

sensynthese eingeführt werden konnte, da dieser nicht kompatibel mit den reduktiven Be-

dingungen der Click-Chemie ist. Deswegen wurde ein Amin-modifiziertes 2’OMe Uridin 

(siehe Abb. 94) installiert, welches nach erfolgreicher Zyklisierung, mit BBQ-650-NHS mar-

kiert werden sollte. Es wurden zwei Stränge synthetisiert, die auf LHS-4 basieren.  

 
Abb. 93 Sequenzen von LHS-6 und LHS-7 zur Verhinderung der Bindung von miR-181a durch Zyklisierung 
mittels Click-Chemie. 

Bei LHS-6 wurden die Alkingruppen terminal installiert um eine End-zu-End-Zyklisierung 

durchzuführen. Bei LHS-7 wurde ein Alkin in die Schleife und das andere an das 3‘-Ende 

platziert. Dadurch soll der Blockierstrang mit einem Teil des AntimiRs einen stabilen Stamm 

bilden, während der übrige Teil des AntimiR-Strangs durch die Zyklisierung in einer so 
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ungünstigen Konformation vorliegt, dass die Hybridisierung mit der miR-181a nicht stattfin-

den sollte. 

Die Festphasensynthese und Aufreinigung erfolgte wie oben beschrieben (siehe Tabelle 

20 im Anhang für die massenspektrometrischen Analysen). Die Strukturen der verwende-

ten modifizierten Phosphoramidite sind in Abb. 97 dargestellt. Bei dem Design wurde da-

rauf geachtet möglichst kurze Alkin-Linker zu verwenden, um die Flexibilität der zyklisierten 

Nukleinsäure zu erniedrigen, womit effizienter die Hybridisierung der miR-181a vor Photo-

aktivierung verhindert werden sollte. 

 
Abb. 94 Chemische Strukturen der Alkin-Modifikationen und des Amin-modifizierten 2’OMe Uridins. 

Die Zyklisierungsreaktionen erfolgten nach Literaturbedingungen[128] mit 1,4-Bis(azidome-

thyl)benzol (AMB, siehe Abb. 95) im äquimolaren Verhältnis mit LHS-6 bzw. LHS-7 in 

Anwesenheit von Kupfer-TBTA (Tris[(1-benzyl-1H-1,2,3-triazol-4-yl)methyl]amin) und 

TCEP (Tris(2-carboxyethyl)phosphin). Um den Einfluss einer sterischen Hinderung der um-

gebenden Nukleinsäure zu verringern, wurde die Zyklisierungsreaktionen bei 40 °C und 

70 °C durchgeführt. 

 

Abb. 95 Chemische Struktur von AMB (1,4-Bis(azidomethyl)benzol) als bifunktioneller Linker zur Zyklisierung 
von LHS-6 und LHS-7 mittels Click-Chemie. 

Analog zu den Zyklisierungen oben beschrieben, wurden die Reaktionsgemische per RP-

HPLC aufgereinigt und gelelektrophoretisch analysiert (siehe Abb. 96). In der dritten Frak-

tion der Zyklisierungsreaktionen von LHS-6 und der ersten Fraktion von LHS-7 ist eine 

einzelne Bande mit einem, im Vergleich zum linearen Edukt, langsameren Migrationsver-

halten im denaturierenden PAA-Gel detektierbar. Zusätzlich konnte massenspektromet-

risch die Zyklisierung oder die Addition nachgewiesen werden (siehe Tabelle 20 im An-

hang). Ein eindeutiger massenspektrometrischer Nachweis ist nicht möglich, da sich im 

zweiten Schritt (dem Ringschluss) der Zyklisierung die Masse nicht ändert. Da langsamere 
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Migrationsverhalten ein vielversprechender Hinweis für zyklisierte Nukleinsäuren 

sind,[128,322] wurden diese Fraktion per EMSA auf ihre Bindung zur miR-181a untersucht.  

 
Abb. 96 RP-HPLC Chromatogramme der Zyklisierungsreaktionen von LHS-6 (a) und LHS-7 (b) mit AMB. Die 
HPLC erfolgte mit HFIP (400 mM HFIP, 16,3 mM TEA, pH 8) und MeOH an einer Waters XBridge BEH300 
C18, 3,5 μm, 4,6x250 mm bei einer Temperatur von 60 °C. Die farblich markierten Fraktionen wurden mittels 
einem 20%igen denat. PAA-Gel (TBE, 200 V, ~30 min) analysiert. Neben dem Ausgangsmaterial ist eine wei-
tere Bande mit langsameren Migrationsverhalten bei beiden Zyklisierungsreaktionen detektierbar. Die Banden 
auf der rechten Bahn der jeweiligen Gele könnten auf Polymere zurückzuführen sein. 

Die Analyse von LHS-6 und LHS-7 nach der Zyklisierung erfolgte, wie oben beschrieben, 

mittels EMSA. In Abb. 97 ist zu erkennen, dass die Intensität der miRNA-Bande durch die 

Erhöhung der Äquivalente von LHS-6 (zykl. Fr.3) und LHS-7 (zykl. Fr.1) abnimmt. Das 

bedeutet, dass trotz Zyklisierung eine Bindung der miR-181a stattfand. Allerdings war die 

Bindung auch nicht quantitativ, sodass selbst bei einem zweifachen Überschuss an LHS-6 

(zykl. Fr.3) und LHS-7 (zykl. Fr.1) noch eine schwache miRNA-Bande detektierbar war. Bei 

diesen Studien konnte zudem kein Unterschied festgestellt werden, ob die Zyklisierungen 

bei 40 oder 70 °C durchgeführt wurden (Daten nicht gezeigt). 

 

Abb. 97 15%iges natives Polyacrylamid-Gel (TA, RT, 40V, 60 mA, 2W, 5 h) zur Untersuchung der Hybridisie-
rung von LHS-6 und LHS-7 mit miR-181a nach der Zyklisierung mit AMB. 
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Da die Zyklisierung an verschiedenen Positionen, mit diversen Linkern und zwei Zyklisie-

rungsmethoden nicht die Bindung der miR-181a mit den AntimiRs vor der Photolyse ver-

hinderte, wurde im Folgenden versucht die LHS zu verlängern, um deren Stabilität zu er-

höhen. 

2.2.4.2 Optimierung der Stammlänge der lichtaktivierbaren Hairpin-Sonden 

Da die Fluoreszenzmessungen von LHS-4 und LHS-5 einen sehr guten Anstieg der Fluo-

reszenz nach Photolyse und Zugabe von miR-181a zeigten, wurde dieses Designprinzip 

im Folgenden optimiert. Um die Stabilität der Haarnadelstruktur zu erhöhen wurde der 

Stamm verlängert. Die Untersuchung von LHS-3 zeigte, dass ein zur AntimiR-Sequenz 

vollständig komplementärer Blockierstrang nicht ausreichte, um die Bindung von miR-181a 

zu verhindern. Deswegen wurde in diesem Konzept der Stamm um drei (LHS-8 und 

LHS-10) und sechs (LHS-7) GC-Basenpaare verlängert (siehe Abb. 98). 

 
Abb. 98 Sequenzen von LHS-8, LHS-9 und LHS-10. 

Die stabilen GC-Basenpaare sollten die Öffnung des Hairpins und somit die miR-181a Bin-

dung verhindern. Der erweiterte Stamm ist über photospaltbare Linker mit dem AntimiR 

und dem Blockierstrang verknüpft. Photolyse sollte den erweiterten Stamm abspalten, um 

analog zu LHS-3 eine Bindung der miRNA zu ermöglichen. Aufgrund der Verfügbarkeit 

wurde am 5‘-Ende anstatt ein C3-Alkyl-Linker, wie bei LHS-4 und LHS-5, ein C12-Alkyl-

Linker verwendet. Bei LHS-10 wurde zusätzlich ein C12-Alkyl-Linker in die Schleife instal-

liert. Durch die Flexibilität des Alkyl-Linkers sollte die Stabilität der Schleife erhöht werden. 

Die Festphasensynthese und Aufreinigung erfolgte wie oben beschrieben (siehe Tabelle 

22 im Anhang für massenspektrometrische Analysen). Die gelelektrophoretische Analyse 

(EMSA) zeigte, dass die Hybridisierung von LHS-8, LHS-9 und LHS-10 mit der miR-181a 

vor der Photolyse vollständig verhindert wird (siehe Abb. 99 links für exemplarisches Bei-

spiel an LHS-9). 
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Abb. 99 15%iges natives Polyacrylamid Gel (TA-Puffer, RT, 40 V, 60 mA, 2 W, ~5 h) zur Untersuchung der 
Hybridisierung von miR-181a und LHS-9 vor (links) und nach (rechts) UV-Bestrahlung (365 nm). Da die Inten-
sität der miRNA-Bande vor UV-Bestrahlung nicht abnahm, fand keine Hybridisierung von LHS-9 mit miR-181a 
statt. Nach UV-Belichtung nahm die Intensität der miRNA-Bande durch Erhöhung der Äquivalenten von LHS-9 
nur gering ab. LHS-9 war folglich so stabil, dass selbst nach Photolyse keine Hybridisierung mit miR-181a 
vollständig möglich war. 

Die Haarnadelstrukturen von LHS-8, LHS-9 und LHS-10 sind somit stabil genug, um die 

Strangverdrängung des Blockierstrangs durch die miRNA zu verhindern. Allerdings zeigten 

gelelektrophoretische Analysen (EMSA) sowie Fluoreszenzmessungen, dass LHS-8, 

LHS-9 und LHS-10 selbst nach UV-Bestrahlung nicht bzw. nur zu einem sehr geringen Teil 

mit der miR181a hybridisierten (siehe Abb. 99 rechts für exemplarisches Gel am Beispiel 

von LHS-9 und Abb. 100 für die Fluoreszenzstudien von LHS-8, LHS-9 und LHS-10 nach 

UV-Bestrahlung).  

 
Abb. 100 Fluoreszenzmessungen zur Untersuchung der Hybridisierung von LHS-8, LHS-9 und LHS-10 mit 
miR-181a nach UV-Licht Bestrahlung (365 nm). Die Messung erfolgte bei einer Konzentration der LHS von 
1 μM in PBS-Puffer (pH 7,4). 

Dies war unerwartet, denn im Vergleich mit dem zu instabilen LHS-3 haben LHS-8, LHS-9 

und LHS-10 die gleiche Länge des Blockierstrangs nach Photolyse (siehe Abb. 101). Die 

einzigen Unterschiede sind die verwendeten Fluorophore und Quencher sowie deren Po-

sition in der Sequenz (siehe Abb. 101). Während bei LHS-3 ein Cy3 Hybridisierungsrepor-

ter mit einem BHQ-2 Quencher terminal installiert wurde, befanden sich im Falle von LHS-

8, LHS-9 und LHS-10 ein Cy5.5 und zwei BBQ-650 Quencher in der Schleife. Da Cy5.5 

und BBQ-650 laut Angaben des Herstellers (Berry & Associates, Inc.) effizientes Kontakt-

Quenching zeigen, könnten BBQ-650 und Cy5.5 einen stabilen Komplex bilden, wodurch 

der Doppelstrang des photolysierte Hairpins (siehe LHS-8 (+hv) in Abb. 101) stabilisiert 

wird und die Hybridisierung der miRNA verhindert. Da eine Suche nach der genauen Ur-

sache nicht zielführend erschien, wurde darauf verzichtet. 
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Abb. 101 Vergleich der Sequenzen von LHS-3 und LHS-8 vor und nach Photolyse. Die unterschiedlichen 
Strukturelemente sind farblich hervorgehoben. 

 

Es wurde untersucht, ob durch längere Bestrahlung und Erwärmen der Proben eine Bin-

dung der miR-181a erfolgt. Durch schrittweises Bestrahlen und Erwärmen von LHS-8, 

LHS-9 und LHS-10 auf 85 °C und anschließendes Abkühlen auf Raumtemperatur konnte 

eine Fluoreszenzsteigerung und somit Hybridisierung der miRNA beobachtet werden 

(siehe Abb. 102 als Beispiel von LHS-8). Durch das Erwärmen der Proben auf 85 °C wurde 

die Haarnadelstruktur geschmolzen, sodass beim Abkühlen die miRNA mit der AntimiR-

Sequenz hybridisieren konnte. Der AntimiR-miRNA-Duplex war der thermodynamisch 

stabilere Doppelstrang, da die miRNA mehr zusammenhängende (23 nt für miR-181a an-

statt 10 + 12 nt für z.B. LHS-8) und komplementärer Basenpaarungen eingehen konnte. 

 

Abb. 102 Fluoreszenzmessungen von LHS-8 in Abhängigkeit von der Bestrahlungszeit (365 nm) und Tempe-
ratur. Die Messungen erfolgten mit 1 μM Konzentration von LHS-8 in PBS-Puffer (pH 7,4) in Anwesenheit von 
2 Eq. miR-181a. Nachdem die Proben auf 85 °C erwärmt wurden, wurden sie abgekühlt, sodass alle Messun-
gen bei Raumtemperatur erfolgten. Die Bedingungen der Messungen sind in Tabelle 1 dargestellt. 

Da die Verwendung von erhöhter Temperatur nicht kompatibel mit den Zellexperimenten 

ist, wurden im Folgenden die Haarnadelstrukturen optimiert. Dazu wurde analysiert, welche 

Teile des photolyisierten Blockierstrangs von LHS-8, LHS-9 und LHS-10 die Bindung der 

miRNA verhinderten. Dazu wurde ein AntimiR synthetisiert (Anti-miR-181) welches kom-

plementär zur miR-181a ist und keine Elemente einer Photoaktivierung und auch keine 

Haarnadelstruktur hatte (siehe Abb. 103). Lediglich ein Cy5 Fluorophor am 5`-Ende und 

ein C3-Linker am 3‘-Ende (zur Steigerung der Exonukleaseresistenz) wurden installiert. In 

der ersten Kontrolle (Kontrolle-1, siehe Abb. 103) wurde Anti-miR-181 mit dem Teil des 

Tabelle 1 Bedingungen der Fluoreszenz- 
Messungen von LHS-8 in Abhängigkeit  
von der Bestrahlungszeit (365 nm) und  
Temperatur.
Messung Nr. hv (min) 85 °C (min) 

1 10 - 
2 10 10 
3 20 10 
4 20 20 
5 30 20 
6 30 30 



      
 

94     Lichtinduzierbare AntimiR-Sonden zur Regulation von miRNA in Neuronen 

Blockierstrangs (linker Teil; 10mer) hybridisiert, der den Quencher enthält. Fluoreszenz-

messungen der Kontrolle-1 mit miR-181a zeigten, dass die miRNA den Blockierstrang der 

Kontrolle-1 verdrängen kann (siehe Abb. 104). Der linke Teil des Blockierstrangs in 

LHS-8, LHS-9 und LHS-10 war somit nicht alleine verantwortlich für die zu hohe Stabilität 

und die Verhinderung der effizienten Hybridisierung des AntimiRs mit der miR-181a. 

 

Abb. 103 Sequenzen von Anti-miR-181 mit verschiedenen Gegensträngen (Blockiersträngen) zur Untersu-
chung, welche Blockierstränge von der miR-181a verdrängt werden können. 

In der Kontrolle-2 wurde untersucht, ob die miRNA das Anti-miR-181 binden konnte, 

wenn zusätzlich zu dem Quencher Strang (linker Teil) auch der „rechte“ Teil des Blo-

ckierstrangs (12mer) aus LHS-8 zugegeben wurde. Da keine gesteigerte Fluoreszenz nach 

Zugabe von miR-181a beobachtet werden konnte (siehe Abb. 104), konnte die miRNA die 

beiden Teil-Blockierstränge aus Kontrolle-2 nicht verdrängen. Als nächstes wurde unter-

sucht wie sich das Konstrukt verhält, wenn der rechte Teil des Blockierstrangs (12mer) in 

zwei Teile (6mer + 5mer) geteilt wird. Dies sollte eine Installation eines weiteren photo-

spaltbaren Linkers in den rechten Teil des Blockierstrangs simulieren. Fluoreszenzstudien 

(siehe Abb. 104) zeigten, dass durch Zugabe der miRNA eine Steigerung der Fluoreszenz 

beobachtet werden konnte. Folglich konnte die miRNA den Blockierstrang verdrängen, 

wenn dieser aus drei Teilen bestand, wie in Kontrolle-3. Im nächsten Schritt wurde in der 

Kontrolle-4 ein Blockierstrang verwendet, welcher auf Kontrolle-3 basierte, aber über 

photospaltbare Linker verknüpft war. Bei der Zugabe von 5mer und 6mer Gegensträngen 

wie in Kontrolle-3 ist unklar, ob diese bei Raumtemperatur hybridisierten. Kontrolle-4 

sollte klären wie sich das System verhält, wenn die Teil-Blockierstränge vor der Photolyse 
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bereits hybridisiert vorlagen. Fluoreszenzmessungen zeigten, dass vor der Photolyse keine 

Bindung der miRNA beobachtet werden konnte, jedoch nach Photolyse ein deutlicher An-

stieg der Fluoreszenz gemessen wurde (siehe Abb. 104). Um zu testen, ob das System 

durch die zusätzliche Installation eines photospaltbaren Linkers verbessert werden könnte, 

wurde Kontrolle-5 synthetisiert. Dabei wurden die zwei rechten Teil-Blockierstränge aus 

Kontrolle-4 mit einem weiteren PC-Linker in 3 Teile geteilt. Diese Teilstränge sollten so 

kurz sein, dass diese nach Photolyse sofort dissoziieren, wodurch die Reaktionsgeschwin-

digkeit der miRNA-Bindung erhöht werden könnte. Fluoreszenzstudien zeigten allerdings, 

dass der Doppelstrang von Kontrolle-5 zu instabil war und der Anti-miR-181 Strang be-

reits vor der Photolyse die miRNA hybridisierte (siehe Abb. 104).  

 
Abb. 104 Fluoreszenzmessung von Kontrolle-1, Kontrolle-2, Kontrolle-3, Kontrolle-4 und Kontroll-5. Die 
Messungen erfolgten bei einer 1 μM Konzentration der Kontrollen in PBS-Puffer (pH 7,4). Anregung von Cy5 
erfolgte bei 610 nm. Die Messungen erfolgten an einem Platereader Gerät der Firma Tecan. 

Insgesamt schien Kontrolle-4 das optimale Konzept zur Synthese einer LHS zu sein. Ein 

photoschaltbarer Linker weniger als in Kontrolle-4 und die miRNA kann nach der Photo-

lyse nicht mit dem AntimiR hybridisieren. Ein photospaltbarer Linker mehr als in Kontrolle-

4 und die miRNA hybridisiert mit dem AntimiR bereits vor der Photolyse. Im nächsten 

Schritt wurden die entsprechenden LHS, (LHS-11 und LHS-12, siehe Abb. 105) basierend 

auf den Kontrollstudien, synthetisiert. Bei LHS-12 wurde der Stamm zusätzlich um drei GC-

Basenpaare verlängert, um die Stabilität des AntimiR-Blockierstrang-Duplexes vor der 

Photolyse zu steigern. 

 
Abb. 105 Sequenzen von LHS-11 und LHS-12. 
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Die Festphasensynthese und Aufreinigung erfolgte unter UltraMild-Bedingungen und im 

DMTrOn-Modus analog zu den Synthesen aus Kapitel 2.2.3. Die Identität und Reinheit von 

LHS-11 und LHS-12 konnte per Massenspektrometrie, analytischer RP-HPLC und gel-

elektrophoretisch nachgewiesen werden (siehe Tabelle 20 und Abb. 233 im Anhang).  

 
Abb. 106 Fluoreszenzmessungen von LHS-11 und LHS-12 vor und nach UV-Belichtung (365 nm) mit ver-
schiedenen Äquivalenten an miR-181a. Die Konzentrationen von LHS-11 und LHS-12 betrugen 1 μM in PBS-
Puffer (pH 7,4). Die Fluoreszenzanstiege am Emissionsmaximum (λ = 704 nm) durch Zugabe der miRNA be-
trugen ~400-fach für LHS-11 und ~500-fach für LHS-12. Die Messungen erfolgten an einem Platereader Gerät 
der Firma Tecan. 

Die Fluoreszenzmessungen zeigten, dass vor der Photolyse und in Anwesenheit der 

miRNA keine signifikante Fluoreszenz gemessen werden konnte (siehe Abb. 106). Nach 

UV-Bestrahlung (365 nm) konnte eine deutliche Zunahme der Fluoreszenz um den Faktor 

~400 für LHS-11 und um den Faktor ~500 für LHS-12 beobachtet werden. Die Studien 

bewiesen, dass nach Photolyse die miRNA den Blockierstrang verdrängen konnte. 

Zur Untersuchung, ob die miR-181a vor der Photolyse LHS-11 und LHS-12 band, wurden 

EMSA Experimente durchgeführt. Die Ergebnisse zeigten, dass LHS-11 (siehe Abb. 234 

im Anhang) und LHS-12 (siehe Abb. 107) vor der Photolyse die miR-181a nicht band. 

Nach UV-Bestrahlung fand eine vollständige Bindung der miR-181a statt. 
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Abb. 107 15%iges natives Polyacrylamid Gel (TA, 2 W, RT) zur Untersuchung der Hybridisierung von LHS-12 
mit der miR-181a vor (links) und nach (rechts) UV-Bestrahlung (365 nm). LHS-12 ohne miR-181a ließ sich 
nicht detektieren. Vermutlich induziert der Quencher eine Fluoreszenzlöschnung des Farbstoffes (SYBR Gold) 
für die Färbung der Gelbanden. 

2.2.4.3 Zusammenfassung der Optimierungen der lichtaktivierbaren Hairpin-Sonden 

Zusammenfassend wurde bei dem Design der lichtaktivierbaren Hairpin-Sonden (LHS) die 

Position von Fluorophor, die Position und Anzahl der Quencher, die Länge des Blo-

ckierstrangs und die Anzahl an photospaltbaren Linkern im Blockierstrang optimiert (siehe 

Abb. 108 für eine Übersicht der synthetisierten LHS). Die Studie zeigte, dass eine Anord-

nung eines Cy5.5 Hybridisierungsfluorophors und zweier BBQ-650 Quencher in der 

Schleife der Haarnadelstruktur die Fluoreszenz vor der Photolyse und miRNA Bindung op-

timal verhinderte. Nach Photolyse und miRNA-Bindung konnte ein deutlicher Anstieg der 

Fluoreszenz (400- bis 500-fach) gemessen werden. Um die Hybridisierung der miRNA vor 

der Photolyse zu verhindern, musste der Blockierstrang die selbe Länge wie das AntimiR-

Sequenz besitzen. Konstrukte mit kürzeren Blockiersträngen (LHS-1, LHS-2, siehe Abb. 

108), die einen toehold enthielten, hybridisierten bereits vor der Photolyse mit der miRNA. 

LHS-3 mit einem vollständig zum AntimiR komplementären Blockierstrang, bei dem Flu-

orophor (Cy3) und Quencher (BHQ-2) terminal installiert wurden, hybridisierte auch vor 

Belichtung mit der miRNA und zeigte zudem ineffizientes Quenching in Abwesenheit der 

miRNA. Bei den Konzepten LHS-9 bis 12 befanden sich Fluorophor und Quencher in der 

Schleife und der Blockierstrang hatte dieselbe Länge wie das AntimiR (plus eine Verlän-

gerung des Stammes, die durch Photolyse entfernt wird). Während ein photolabiler Linker 

in der Mitte des Blockierstrangs (LHS-8, LHS-9 und LHS-10, siehe Abb. 108) nicht aus-

reichte, um die Stabilität des AntimiR-Blockierstrang-Duplex nach Photolyse zu reduzieren, 

konnte durch die Installation von zwei photospaltbaren Linkern eine Bindung der miRNA 

nach Photolyse erzielt werden (LHS-11, LHS-12 siehe Abb. 108). Kontrollexperimente 

zeigten, dass ein weiterer PC-Linker die Stabilität des unphotolysierten Hairpins so stark 

reduzierte, dass die miRNA auch vor der Photolyse hybridisieren konnte. Zusätzlich konnte 

gezeigt werden, dass auch durch die Zyklisierung der LHS (LHS-4 bis 7) an verschiedenen 

Positionen mit diversen Linkern die Bindung der miRNA vor Belichtung nicht verhindern 

konnte. Nur LHS-11 und LHS-12 zeigten ein perfekt ausbalanciertes Verhalten. Während 
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vor der Photolyse keine Bindung der miRNA beobachtet wurde, konnte nach Photolyse 

eine vollständige Hybridisierung detektiert werden. 

 

 
Abb. 108 Übersicht der synthetisierten LHS. Zu labile LHS hybridisierten mit miR-181a auch vor der Photolyse, 
während die zu stabilen LHS selbst nach der Photolyse nicht mit der miRNA hybridisierten. Die ausbalancierten 
LHS zeigten keine Bindung der miR-181 vor UV-Bestrahlung, jedoch nach Photoaktivierung eine vollständige 
Bindung. LHS-4 und LHS-6 unterscheiden sich anhand der Zyklisierungsmethode und dem Einbau der Quen-
cher (siehe Kapitel 2.2.4.1). 

Ein potentieller Mechanismus der lichtinduzierten Regulation der miRNA Aktivität von LHS-

11 und LHS-12 ist in Abb. 109 dargestellt. Vor der Photolyse liegen stabile Haarnadel-

strukturen vor, sodass die miRNA nicht binden kann. Der Tracking-Fluorophor, Fluorescein 

(6-FAM), wird nicht gequencht und erlaubt die Verfolgung der LHS in der Zelle. Der Hybri-

disierungsreporter, Cy5.5, bleibt nicht-fluoreszent aufgrund der benachbarten BBQ-650-

Quencher. UV-Bestrahlung führt zur Photolyse der photospaltbaren Linker. Dabei ist das 

Produkt der Photolyse von LHS-12 identisch mit dem von LHS-11. Die bei der Strangspal-

tung entstandenen kurzen Teile des Blockierstrangs können dissoziieren, sodass die 
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miRNA eine toehold Strangverdrängung durchführen kann. Der Quencher-Strang wird da-

bei verdrängt und der Cy5.5 Hybridisierungsreporter fluoresziert. In Abwesenheit der 

miRNA bleibt der Quencher-Strang hybridisiert. 

 

Abb. 109 Mechanismus der Lichtregulation von miR-181a durch LHS-11 und LHS-12. 

 

2.2.5 Vergleich der LHS mit den dual-Fluorophor markierten Molecular Beacons 

Obwohl die Fluoreszenzsteigerung im Vergleich mit c8MB1.2 annähernd identisch ist, ist 

die Gesamtintensität der Fluoreszenz von LHS-11 und LHS-12 um den Faktor drei höher 

als bei dem MB. Dies ist nicht ungewöhnlich, denn bei dem MB bleibt der Quencher auch 

nach Bindung der miRNA kovalent verbunden und kann über ein FRET-Mechanismus eine 

anteilige Fluoreszenzlöschung bewirken. Bei LHS-11 und LHS-12 bleibt der Quencher 

nach Hybridisierung der miRNA nicht mehr kovalent verknüpft. Kommt zu einer Dissozia-

tion der miR-181a, hat der MB den Vorteil, dass der Stamm geschlossen wird und die Flu-

oreszenz erlöscht. Im Vergleich dazu besteht eine höhere Wahrscheinlichkeit, dass 

LHS-11 und LHS-12 fluoreszent bleiben, da die Konzentration des Quencher-Stranges in 

der Zelle zu gering sein könnte, um mit dem AntimiR zu hybridisieren. Ein weiterer Nachteil 

von MBs ist, dass diese Proteine binden könnten und somit ein falsch-positives Signal zei-

gen.[323] Ob die lichtaktivierbaren Hairpins ein ähnliches Verhalten zeigen, wurde nach Re-

cherche des Autors dieser Arbeit nicht untersucht. In fortsetzenden Studien könnte ein LHS 

synthetisiert werden, die keine Komplementarität zu Nukleinsäuren in hippocampalen Neu-

ronen von Ratten besitzt. Dies würde zeigen, ob der Fluoreszenzanstieg nur durch die 

Hybridisierung der Ziel-Nukleinsäure resultiert oder auch durch unspezifische Bindung von 

Proteinen. 
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2.2.6 Regulation von miR-181a durch lichtaktivierbare AntimiR-Sonden in hippo-

campalen Neuronen 

Die Untersuchungen zur Regulation der miR-181a Aktivität in primären hippocampalen 

Neuronen von Ratten (rattus norvegicus) wurden von Mantian Wang (MPI für Gehirnfor-

schung, AK Erin Schuman) durchgeführt. Im ersten Teil dieser Studie wurde Anti-miR-181 

verwendet (siehe Abb. 103). Dieses AntimiR benötigte keine Photoaktivierung und hatte 

auch keinen hybridisierungssensitiven Fluorophor. Ein Cy5 Fluorophor am 5‘-Ende diente 

als Tracking-Fluorophor und ein n-Propanol-Linker am 3‘-Ende zum Schutz gegen Exo-

nukleaseverdau. Anti-miR-181 wurde in verschiedenen Konzentrationen (1, 2,5 und 5 

ng∙μL-1) mit Lipofectamine MessengerMAX für 1,5 h transfiziert. Nach einer Inkubationszeit 

von 48 h wurde über qPCR der mRNA-Level von CaMKIIα und GluA2 (Gria2) bestimmt 

(siehe Abb. 110). Die Ergebnisse zeigten, dass der mRNA-Level von CaMKIIα im Durch-

schnitt um den Faktor 1,5 gesteigert werden konnte. Aufgrund der geringen Anzahl an 

Replikaten kann eine Konzentrationsabhängigkeit des transfizierten Anti-miR-181 nicht 

signifikant bestimmt werden. Die Genexpression von CaMKIIα ist sehr heterogen, weshalb 

wiederholte Messungen für eine genaue Quantifizierung notwendig wären. 

 
Abb. 110 Untersuchung der mRNA Expressionslevel von CaMKIIα und GluA2 (Gria2) in primären hippocam-
palen Neuronen von Ratten die 48 h mit verschiedenen Konzentrationen von Anti-miR-18 inkubiert wurden. 
Die Transfektion erfolgte mit Lipofectamine MessengerMAX für 1,5 h. Die Messungen und Auswertungen wur-
den von Mantian Wang durchgeführt. Die Abbildung wurde modifiziert von Mantian Wang übernommen. 

Der mRNA-Level von GluA2 nach Inkubation von Anti-miR-181 zeigte ein noch stärker 

heterogenes Verhalten. Während für das erste Replikat keinen Unterschied zur Kontrolle 

(ohne Transfektion) festgestellt werden konnte, zeigte das zweite Replikat eine Steigerung 

des Gria2-Levels um den Faktor ~1,4. Dieser Anstieg ist ähnlich zu den Ergebnissen von 
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Schratt et al.[68], bei denen der Gria2-Level nach Inkubation mit einem LNA-basierten Anti-

miR um den Faktor ~1,5 gesteigert werden konnte. Zur Untersuchung des Proteinlevels 

von neu-synthetisierten CaMKIIα wurden Puro-PLA[299] (Puromycin proximity ligation ampli-

fication, siehe Abb. 111) Experimente durchgeführt. Zum Markieren von neu-synthetisier-

ten Proteinen werden zwei Antikörper benötigt: Ein Antikörper (Antikörper-1), der nur die 

neu-synthetisierten Proteine markiert und ein Antikörper (Antikörper-2) der selektiv nur das 

zu untersuchende Protein bindet. Bei Puro-PLA werden die neu-synthetisierten Proteine 

mit Puromycin markiert. Wird Puromycin in das Protein eingebaut kommt es zu einer Ter-

mination der Translation. Im Falle von Puro-PLA bindet Antikörper-1 spezifisch Puromycin. 

In dem hier vorliegenden Fall war der zweite Antikörper spezifisch für CaMKIIα. Zusätzlich 

müssen zwei sekundäre Antikörper zugegeben werden, die Oligonukleotide enthalten. 

Diese Oligonukleotide bilden einen Matrizenstrang für Zyklisierung einer weiteren Nuklein-

säure mittels Splint-Ligation. Durch eine rolling circle amplification wird die zyklisierte Nuk-

leinsäure amplifiziert. Für die Amplifikation werden Fluorophor-markierte (Cy3) Nukleosid-

triphosphate verwendet, sodass fluoreszenzspektroskopisch eine Detektion (und Quantifi-

zierung) von neu-synthetisierten Proteinen (hier: CaMKIIα) erfolgen kann. 

 
Abb. 111 Schema von Puro-PLA zur spezifischen Markierung von neu-synthetisierten Proteinen. Die Abbildung 
wurde modifiziert von Schuman et al.[299] übernommen 

Aufgrund der spektralen Kompatibilität (siehe Abb. 112) wurde Cy3 für das Markieren von 

neu-synthetisierten CaMKIIα verwendet. 

 
Abb. 112 Absorptions-, Emissionsspektren mit den verschiedenen Anregungswellenlängen der verwendeten 
Chromophore. Die Daten für die Fluorophore wurden aus dem spectra viewer von ThermoFisher Scientific oder 
Chroma entnommen. DNA (dC-NPE) bezeichnet ein 15mer DNA Strang mit einem NPE-geschützten Cytidin 
in der Mitte der Sequenz. 
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Die Auswertung der Puro-PLA Experimente erfolgte durch Zählung der fluoreszierenden 

CaMKIIα Moleküle im Soma von ca. 50 verschiedenen Neuronen (siehe Abb. 113, rechts). 

Die Experimente zeigten, dass der Proteinlevel von CaMKIIα durch Inkubation mit Anti-

miR-181 um den Faktor ~1,4 gesteigert werden konnte. Abb. 113 (links) zeigt eine Mikro-

skopieaufnahme eines hippocampalen Neurons ohne (unten) und nach (oben) der Inkuba-

tion von Anti-miR-181. Nach der Inkubation von Anti-miR-181 sind deutlich mehr fluores-

zierende, also neu-synthetisierte, CaMKIIα Moleküle (grüner Kanal) zu erkennen. Der rote 

Kanal in Abb. 113 (links) zeigt die Lokalisierung von Anti-miR-181 anhand der Fluores-

zenz des Cy5 Tracking-Fluorophors. Die Färbung von MAP2 (Mikrotubolin-assoziiertes 

Protein) wurde verwendet um das Mikrotubolin-Netzwerk des Cytoskeletts der Neuronen 

zu visualisieren. 

 
Abb. 113 Puro-PLA Experimente zur Visualisierung von neu-synthetisierten CaMKIIα nach Inkubation von 
Anti-miR-181 in primären hippocampalen Neuronen für 48 h. Die Inkubation der Zellen mit Puromycin (1 μM) 
erfolgte für fünf Minuten. Links sind Mikroskopieaufnahmen (an einem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop) 
von hippocampalen Neuronen ohne (unten) und nach (oben) Inkubation von Anti-miR-181 gezeigt. Die Flu-
orophormarkierung der PLA-Experimente erfolgte mit Cy3 (grüner Kanal in der linken Abbildung). Die Auswer-
tung (rechts) erfolgte durch Zählung der Punkte (grüne Punkte, links). Jeder Punkt in der rechten Grafik (grau, 
magenta) stellt eine Zählung der grünen Punkte (links) im Soma einer Zelle dar. Die Experimente und Auswer-
tung erfolgten von Mantian Wang und wurden modifiziert übernommen. 

Da das nicht-lichtaktivierbare AntimiR (Anti-miR-181) sowohl den mRNA-, als auch den 

Proteinlevel von CaMKIIα erhöhte, wurde im nächsten Schritt der lichtaktivierbare 

Molecular Beacon (c8MB1.2) und die lichtaktivierbaren Hairpin-Sonden (LHS-11 und LHS-

12) untersucht. Anders als bei den Fluoreszenzstudien von LHS-11, LHS-12 und c8MB3 

außerhalb von Zellen, konnten vor UV-Bestrahlung bereits Fluoreszenz des hybridisie-

rungssensitiven Fluorophors detektiert werden (siehe Abb. 114, Cy5.5). Diese Hinter-

grundfluoreszenz war bei dem Molecular Beacon am stärksten, während LHS-11 und LHS-

12 eine annähernd gleiche Hintergrundfluoreszenz zeigten.  
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Abb. 114 Fluoreszenzmessungen von LHS-11, LHS-12 und c8MB1.2 in primären hippocampalen Neuronen 
vor UV-Belichtung an einem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop. Oben ist eine Überlagerung der Fluores-
zenz von 6-FAM und Cy5.5 gezeigt. Unten ist die Fluoreszenz des hybridisierungssensitiven Fluorophors Cy5.5 
gezeigt. Die Transfektion der Proben erfolgte für 1,5 h und die Inkubation über Nacht. Die Messungen wurden 
von Mantian Wang durchgeführt. 

Im nächsten Schritt wurde die Anzahl und Leistung (Power) der Laserpulse zur Photolyse 

der photolabilen Schutzgruppen bestimmt.  

 
Abb. 115 Fluoreszenzmessungen (Cy5.5 und 6-FAM) von LHS-11 und LHS-12 vor und nach UV-Bestrahlung 
bei 355 nm (9,26 μs∙Pixel-1) mit 40 (oben, Mitte) und 100% (unten) Laserpower in Somata (links) und Dendriten 
(rechts). Es sind der Durschnitt, sowie die Standardfehler des Mittelwerts (SEM) gezeigt. Die Messungen wur-
den von Mantian Wang durchgeführt. Die Abbildung wurde von Mantian Wang modifiziert übernommen. 
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Im Vergleich zu 40% Laserpower, führte die einmalige Verwendung von 100% Laserpower 

zu einem stärkeren Anstieg der Fluoreszenz, was auf eine erhöhte Hybridisierung mit der 

miR-181a zurückzuführen ist. Zudem konnte kein signifikanter Unterschied zwischen den 

Photoaktivierungen im Somata und im Dendriten detektiert werden. 6-FAM zeigte aller-

dings Photobleichen, sowohl durch UV-Bestrahlung, als auch durch wiederholte Fluores-

zenzmessungen. Die Hybridisierungen von den LHS liefen instantan ab, sodass 

Detektionen für eine Stunde nach der Photolyse nicht zum Antieg der Fluoreszenz des 

Hybridisierunsgreporters führte (siehe Abb. 116). Während Cy5.5 kein Photobleichen nach 

einstündigen Fluoreszenzmessungen zeigte, konnte bei 6-FAM ein stetiger Abfall der 

Fluoreszenzintensität beobachtet werden. Dies konnte bereits in den Fluoreszenzstudien 

in Kapitel 2.2.4.2 beobachtet werden. 

 
Abb. 116 Fluoreszenzmessungen von LHS-12 im Soma ohne und mit UV-Bestrahlung für 1 h. Die Messungen 
wurden von Mantian Wang durchgeführt. Die Abbildung wurde von Mantian Wang übernommen. 

Der maximale Anstieg der Fluoreszenz von Cy5.5 konnte nach zwei Laserpulsen für die 

LHS und nach vier Laserpulsen mit 100% Laserpower für den MB erreicht werden (siehe 

Abb. 117). Weitere UV-Bestrahlung führte zur schrittweisen Verringerung der Fluoreszenz 

(UV-Licht induziertes Photobleichen). Die Anregung mit 40% Laserpower führte nach acht 

Impulsen zu einem stetigen Fluoreszenzanstieg von LHS-11 und c8MB1.2, während 

LHS-12 einen leichten Abfall der Fluoreszenz nach fünf Pulsen zeigte. 

 
Abb. 117 Fluoreszenzmessung von LHS-11, LHS-12 und c8MB1.2 mit wiederholten Laserpulsen (355 nm, 
9,26 μs∙Pixel-1) mit 40 und 100% Laserpower. Die Messungen wurden von Mantian Wang durchgeführt. Die 
Abbildung wurde von Mantian Wang übenommen. 

Im nächsten Schritt wurde die lokale Proteinsynthese von CaMKIIα nach dreimaliger UV-

Bestrahlung (355 nm, 100% Laserpower, 50 mW) von LHS-12 untersucht (siehe Abb. 
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118). Dazu wurden ein mit UV-Licht bestrahlter Bereich (siehe Abb. 118 rot umrahmt) mit 

einem unbelichteten Bereich (siehe Abb. 118 weiß umrahmt) in Dendriten verglichen. Die 

UV-Licht bestrahlten Bereiche zeigten eine höhere Fluoreszenz des Hybridisierungsrepor-

ters (Cy5.5). Zusätzlich konnte in den mit UV-Licht bestrahlten Bereichen mehr neu-syn-

thetisierte CaMKIIα Proteine (weiße Signale in den rechten Bildern in Abb. 118) nach be-

reits fünf Minuten durch Puro-PLA detektiert werden, was besonders deutlich im mittleren 

Bild von Abb. 118 zu erkennen ist. Ein Vergleich mit einer Negativkontrolle (Mock) ohne 

AntimiR zeigte, dass der Effekt nicht auf die UV-Bestrahlung zurückzuführen ist.  

 
Abb. 118 Fluoreszenzmessungen (an einem konfokalen Laser-Scanning-Mikroskop) von LHS-12, LHS-12 so-
wie einer Negativkontrolle (Scheinbehandlung, Mock), bei der kein AntimiR transfiziert wurde, in Dendriten von 
primären hippocampalen Neuronen. Die linken Bilder zeigen die Fluoreszenz des Tracking-Fluorophors (6-
FAM), bzw. die Autofluoreszenz der Zelle im Falle der Negativkontrolle (Mock). Die mittleren Bilder zeigen die 
Fluoreszenz des hybridisierungssensitiven Fluorophors (Cy5.5). Die rechten Bilder zeigen die Fluoreszenz der 
neu-synthetisierten CaMKIIα-Moleküle nach der Durchführung von Puro-PLA. Der rote Rahmen zeigt den Be-
reich, der dreimal mit UV-Licht (355 nm, 100% Laserpower, 50 mW) bestrahlt wurde. Der weiße Rahmen wurde 
nicht mit UV-Licht bestrahlt und dient als Vergleich für die Fluoreszenz des hybridisierungssensitiven Fluoro-
phor (Cy5.5), sowie für die Auswertung von neu-synthetisiertem CaMKIIα. Die Messungen wurden von Mantian 
Wang durchgeführt. Die Abbildung wurde von Mantian Wang erstellt und modifiziert übernommen. 

Die Untersuchungen der lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden in hippocampalen Neuronen 

waren zu dem Zeitpunkt des Erstellens dieser Arbeit noch nicht abgeschlossen. Eine ge-

naue Quantifizierung der neu-synthetisierten CaMKIIα und GluA2 Proteine in Abhängigkeit 

von der Menge an inhibierter miR-181a wird in Zukunft erfolgen. Zudem wird analysiert wie 

lange nach der Photoaktivierung gewartet werden muss, damit der Effekt auf die lokale 

Proteinsynthese am stärksten ist und wann dieser abklingt. Zusätzlich soll in fortsetzenden 

Studien untersucht werden, ob das AntimiR analog wie andere Nukleinsäure mittels RNA-

Granula transportiert wird. 
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2.3 Zusammenfassung und Ausblick 

Ziel dieses Projekts war die Entwicklung einer lichtaktivierbaren AntimiR-Sonde zur Regu-

lation der lokalen, hippocampalen Genexpression von zwei wichtigen Proteinen für synap-

tische Plastizität, CaMKIIα und GluA2. Dazu wurden drei Konzepte für lichtaktivierbare 

Sonden synthetisiert und verglichen: Im ersten Konzept wurde Thiazolorange als hybridi-

sierungssensitiver Fluorophor verwendet. Nach Optimierungen konnte ein zirka 3-facher 

Anstieg der Fluoreszenz nach Hybridisierung mit überschüssiger miRNA erzielt werden. 

Dieser Fluoreszenzanstieg war allerdings zu gering, da für die vollständige Inhibierung der 

miRNA in Neuronen das AntimiR und nicht die miR-181a im Überschuss vorhanden sein 

muss. Das zweite Konzept beschäftigte sich mit der Synthese eines dual-Fluorophor mar-

kierten, lichtaktivierbaren Molecular Beacons. Es konnte gezeigt werden, dass ein Stamm 

von drei Basenpaaren, die Installation von acht photolabilen NPE-Schutzgruppen und die 

Verwendung von Cy5.5 und zwei BBQ-650 als Hybridisierungsfluorophor und Quencher 

optimale Ergebnisse zeigte. Während vor UV-Bestrahlung keine Fluoreszenz gemessen 

wurde, konnte nach Photoaktivierung und Zugabe der miRNA ein ~1000-facher Anstieg 

der Cy5.5-Fluoreszenz gemessen werden. Im dritten Konzept wurde das Design von licht-

aktivierbaren Hairpin-Sonden (LHS) optimiert. Ideale Ergebnisse konnten durch die Ver-

wendung eines Blockierstrangs erzielt werden, der dieselbe Länge wie das AntimiR selbst 

hat und durch die Installation von drei photospaltbaren NPE-Linkern. Ein photospaltbarer 

Linker verknüpft den Blockierstrang mit dem AntimiR, die anderen beiden spalten den Blo-

ckierstrang. Dadurch wurde dessen Stabilität so stark erniedrigt, dass die miRNA den ge-

spaltenen Blockierstrang verdrängen und das AntimiR binden konnte. Dieses Konzept er-

forderte eine enorme Feinoptimierung der Anzahl und Position der photospaltbaren Linker: 

Ein photospaltbarer Linker weniger im Blockierstrang führte dazu, dass die miRNA sogar 

nach Photoaktivierung das AntimiR nicht binden konnte. Ein photospaltbarer Linker mehr 

als benötigt destabilisierte die Wechselwirkung mit dem Blockierstrang so stark, dass be-

reits vor der Photoaktivierung die miRNA das AntimiR binden konnte. Zusätzlich konnte 

evaluiert werden, dass durch die Installation des hybridisierungssensitiven Fluorophors 

und Quencher in der Schleife optimale Ergebnisse erzielt werden konnten. Nach Hybridi-

sierung mit der miRNA konnte ein ~500-fachen Anstieg der Fluoreszenz gemessen wer-

den. Dieses Konzept einer lichtaktivierbaren Hairpin-Sonde ist, nach Rechereche des Au-

tors, das erste, welches ausschließlich die Strangverdrängung durch Hybridisierung mit der 

Ziel-Nukleinsäure und nicht die Photolyse visualisiert. 

Die Untersuchung eines nicht-lichtaktivierbaren AntimiRs gegen miR-181a (Antimi-miR-

181) in hippocampalen Neuronen zeigte, dass der mRNA- und der Proteinlevel von 

CaMKIIα in einem gesamten Neuron um den Faktor ~1,5 gesteigert werden konnte. Anders 

als bei Experimenten außerhalb von Zellen, zeigten die lichtaktivierbaren Sonden in vitro 
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eine Fluoreszenz der hybridisierungssensitiven Fluorophore vor der Photoaktivierung. 

Puro-PLA Experimente zeigten, dass durch ortsaufgelöste Photoaktivierung von LHS-12 

eine signifikante Steigerung der lokalen Proteinbiosynthese von CaMKIIα erzielt werden 

konnte. In fortsetzenden Studien wird der Effekt der miR-181a Aktivität auf die lokale Pro-

teinsynthese von CaMKIIα und GluA2 quantifiziert. Diese Studie soll den Einfluss der miR-

181a auf die lokale Proteinsynthese untersuchen. Die lokale Proteinsynthese ist essentiell 

für die Aufrechterhaltung der Langzeitpotenzierung, aber der Einfluss von miRNA ist noch 

Gegenstand der aktuellen Forschung. Die Ergebnisse sollen einen Beitrag zur Untersu-

chung des komplexen Systems der Langzeitpotenzierung leisten, um so die Mechanismen 

von Lernen und Gedächtnis zu entschlüsseln.  
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 Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Azobenzol C-Nuk-

leosiden 

3.1 Motivation und Zielsetzung 

Hybridisierung ist eine grundlegende Eigenschaft von Nukleinsäuren und ist fundamental 

für eine Vielzahl von biologischen Prozessen. Im Falle von RNA kann regulatorische RNA 

(siRNA, miRNA) durch Hybridisierung die Genexpression regulieren. Zusätzlich steht die 

Ausbildung von Sekundärstrukturen, also die Formation von intramolekulare Doppel-

stränge, oft direkt in Zusammenhang mit der Funktion der RNA. Auch die Hybridisierung 

von DNA spielt eine entscheidende Rolle. So sind zum Beispiel DNA Replikation oder Tran-

skription abhängig von der Duplexbildung. Zudem beruhen analytische Anwendungen wie 

PCR, Sequenzierung oder Nukleinsäure basierende fluoreszierende Sonden (Southern 

Blotting, Taq Man, FISH (fluorescence in situ hybridization)) auf der spezifischen Hybridi-

sierung. Auch DNA Nanoarchitektur, die es ermöglicht große, stabile und komplexe dreidi-

mensionale Konstrukte herzustellen, wird erst möglich durch Doppelstrangbildung. Die Re-

gulation der Hybridisierung würde ein mächtiges Werkzeug schaffen, um all jene Prozesse 

zu regulieren. Dies könnte zum einen helfen viele biologische Prozesse in der Zelle besser 

verstehen zu können und zum anderen diese auch gezielt zu beeinflussen für diagnosti-

sche oder therapeutische Zwecke. Licht ist für diese Regulation ein ideales Triggersignal, 

denn eine Bestrahlung kann mit hoher Orts- und Zeitauflösung durchgeführt werden. Zu-

dem ist Licht nicht-invasiv und durch die Wahl einer geeigneten Wellenlänge (λ ≥ 330 nm) 

wird das biologische System nicht geschädigt oder beeinflusst, was zum Beispiel durch 

Zugabe von Säuren, Basen oder Temperaturänderung zur Aktivierung der Fall wäre. Pho-

tolabile Schutzgruppen können die Hybridisierung von Nukleinsäuren temporär inaktivie-

ren. Photolyse setzt die native Nukleinsäure irreversibel frei, sodass der Ausgangszustand 

nicht wiederhergestellt werden kann. Bei der Photolyse entsteht die abgespaltene Schutz-

gruppe als ein Abfallprodukt, was das zu untersuchende System beeinflussen kann. Eine 

Alternative an photoaktivierbaren Verbindungen sind Photoschalter. Diese Verbindungen 

können durch Bestrahlung zwischen zwei Konformationen reversibel isomerisiert werden. 

Azobenzole eignen sich besonders für die Regulation von Nukleinsäuren, da das unpolare 

und planare trans-Azobenzol in den Basenstapel interkalieren kann und den Doppelstrang 

stabilisiert, während das gewinkelte und sterisch anspruchsvolle cis-Azobenzol die Stabili-

tät des Doppelstranges erniedrigt. Der Linker, der das Azobenzol kovalent mit der Nukle-

insäure verknüpft spielt eine enorm wichtige Rolle, da das Azobenzol perfekt in die chirale 

Helix hineinpassen muss. Ein starre Linker verhindert das Drehen des Azobenzols aus der 

Helix und erlaubt eine bessere Kraftübertragung von der lichtinduzierten Isomerisierung 

auf die Strukturänderung der Nukleinsäure. Bisherige azyklische Linker (siehe 1.4.4) sind 
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keine natürlichen Bausteine von Nukleinsäuren und können somit immer eine Änderung 

der helikalen Natur eines Doppelstranges bewirken. Diese Studie beschäftigte sich mit der 

Entwicklung von C-nukleosidisch verknüpften Azobenzolen (pAzo und mAzo) zur Lichtre-

gulation von DNA und RNA. Durch den Riboselinker soll das Rückgrat und die helikale 

Natur einer nativen Nukleinsäure optimal nachgeahmt werden.  

 
Abb. 119 Chemische Strukturen von pAzo, mAzo und tAzo (a), sowie ein Ausschnitt von pAzo in einem RNA 
Doppelstrang. 

Es soll untersucht werden, welchen Einfluss die umgebenden Nukleinsäuren (RNA und 

DNA) auf die thermische Stabilität des cis-Isomers, sowie die Ermüdung bei repetitiver Be-

strahlung, als auch der Schaltamplitude hat. Schmelzpunktstudien sollen zeigen, ob ein 

trans-Azobenzol einen Doppelstrang stabilisieren und ein cis-Azobenzol destabilisieren 

kann. Zur systematischen Analyse sollen die Azobenzol C-Nukleoside gegenüber einer 

Base, zusätzlich in die Nukleinsäure oder in beiden Strängen gegenüberliegend dimerisiert 

eingebaut werden. Daraus sollen Informationen über eine effektive Positionierung der 

Azobenzol C-Nukleoside gewonnen werden, die eine möglichst effiziente lichtinduzierte 

reversible Doppelstrang (De-)Stabilisierung von DNA und RNA ermöglichen. Ein Vergleich 

mit dem von Asanuma et al. etablierten und zahlreich in der Literatur verwendeten tAzo, 

soll zeigen, wo die Vor- und Nachteile beider Systeme liegen. Dabei soll besonders die 

Temperaturabhängigkeit der Isomerisierung im Doppelstrang analysiert werden. MM/MD 

Simulationen in Kooperation mit dem Arbeitskreis Burghardt sollen die Interpretation der 

Ergebnisse unterstützen. 
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3.2 Ergebnisse und Diskussion 

3.2.1 Synthese von Azobenzol C-Nukleosiden 

Die chemischen Synthesen der Azobenzol C-Nukleoside wurden von dem Autor dieser 

Arbeit im Rahmen einer Masterarbeit etabliert und werden der Vollständigkeit halber in 

dieser Arbeit kurz zusammengefasst (siehe Abb. 120). Für eine detaillierte Beschreibung 

der Synthesen wird auf die Publikation[211] des Projektes verwiesen. Die Masterarbeit wurde 

von Clara Brieke betreut und im Arbeitskreis von Prof. Heckel (Universität Frankfurt am 

Main) durchgeführt. Clara Brieke hatte bereits Vorarbeiten zu den Synthesen geleistet, auf 

die hier nicht weiter eingegangen wird. 

Ausgehend von Thymidin 96 wurde nach Literaturvorschrift[324] das 3‘-O-TBDPS (tert.-

Butyldiphenylsilyl) geschützte Glycal 97 hergestellt. Dies wurde in einer Palladium-kataly-

sierten Heck-Kupplung[325] mit para-Iodazobenzol[326] sowie meta-Iodazobenzol[327] zu 98 

und 102 umgesetzt.  

 
Abb. 120 Darstellung der Azobenzol C-Nukleoside pAzo und mAzo und deren weiteren Umsetzung zu den 
entsprechenden Phosphoramiditen. 
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Die sterisch anspruchsvolle TBDPS-Schutzgruppe dirigierte die Anlagerung der Azoben-

zol-Palladium-Komplexe von oben,[328] sodass als Produkt selektiv das β-Anomer erhalten 

wurde. Zusätzlich findet eine β-Hydrid-Eliminierung nur beim β-Anomer statt, da nur dort 

das zu eliminierende Hydrid und der Palladium-Komplex in der koplanaren syn-Anordnung 

stehen.[325] 

 
Abb. 121 Stereoselektivität zur Darstellung des β-Anomers von pAzo und mAzo. Die sterisch anspruchvolle 
TBDPS-Schutzgruppe des Gylcals 97 verhindert eine Anlagerung „von unten“. (Abbildung modifiziert aus der 
Masterarbeit des Autors dieser Arbeit) 

Die TBDPS-Schutzgruppe wurde im Anschluss mit Tetrabutylammoniumfluorid (TBAF) 

entfernt. Das Keton (99, 103) wurde mit Triacetoxyborohydrid in einer Evans-Sak-

sena[329,330] artigen Reaktion stereoselektiv zum 1,3-anti-diol reduziert,[331] wodurch pAzo 

und mAzo erhalten wurden. Bei der Reaktion wird ein sechs-gliedriger Übergangszustand 

erhalten, bei dem das Bor an die 5‘-OH Gruppe koordiniert, sodass die Hydridanlagerung 

von der entgegengesetzten Seite zur chelatisierenden 5‘-OH Gruppe erfolgt (siehe Abb. 

104).[330] 

 
Abb. 122 Stereoselektive Evans-Saksena artige Reduktion des 3`-Ketons (99, 103) zum 5‘,3‘-anti-Diol (pAzo, 
mAzo) mit Triacetoxyborohydrid.[330] 

Unter Standardbedingungen wurden die 5‘-OH Gruppen wurde DMTrCl trityliert und die 

3‘-OH Gruppen zum Phosphoramidit umgesetzt. 

3.2.2 Untersuchungen von pAzo und mAzo in RNA 

Dieses Teilprojekt beschäftigt sich mit der Untersuchung von pAzo und mAzo im RNA 

Einzel- und Doppelstrang. Viele biologische Prozesse, wie z.B. miRNA Stilllegung, beruhen 

auf der Hybridisierung von RNA Doppelsträngen. Zudem wird die Funktion vieler RNAs 

durch die Sekundärstruktur, also die Ausbildung von intramolekularen Doppelsträngen, be-
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stimmt. Durch die reversible lichtregulierbare Kontrolle der Hybridisierungsprozesse könn-

ten diese Prozesse selektiv untersucht oder manipuliert werden. Da der Linker des Azoben-

zol Photoschalters einen großen Einfluss auf die Effektivität der lichtinduzierten Duplex 

(De-)Stabilisierung hat, wurde untersucht wie gut pAzo und mAzo Stabilität von RNA Dop-

pelsträngen regulieren können. Die Kontrolle von RNA Hybridisierung mit Azobenzol-Pho-

toschaltern ist nicht weit erforscht. So gibt es außer der hier vorliegenden Studie nur eine 

weitere[332] bei der tAzo in RNA untersucht wurde. Zusätzlich soll der Einfluss von der um-

gebenden RNA auf die thermische Stabilität des cis-Isomers und die Isomerisierungsei-

genschaften im RNA Einzel- bzw. Doppelstrang untersucht werden. 

3.2.2.1 Synthese der Azobenzol C-Nukleosid modifizierten RNA Stränge 

Die Festphasensynthese vier Azobenzol-modifizierter RNA Stränge wurde nach der Phos-

phoramidit-Methode unter Standardbedingungen mit einer Kupplungszeit von 12 Minuten 

und der Verwendung von BTT als Aktivator durchgeführt. Zur Untersuchung der Photo-

schalter pAzo und mAzo im Kontext von RNA wurden diese in die Mitte eines 15mer RNA 

Stranges eingebaut. Die Sequenz wird im AK Heckel standardmäßig zur Untersuchung von 

Modifikationen verwendet (sog. Benchmark-Sequenz, siehe Tabelle 2). Die Abspaltung 

der RNA vom Festphasenmaterial erfolgte mit einer 3:1 Mischung aus 32% aq.NH3 und 

EtOH. Nach Filtration wurden die flüchtigen Bestandteile bei 4 °C in einem Vakuumkon-

zentrator entfernt. Der Rückstand wurde in N-Methyl-2-pyrrolidon (NMP) gelöst und mit 

einem Gemisch aus Et3N und Et3Nꞏ3HF versetzt, um die 3‘-O-TBDMS Schutzgruppe der 

RNA Basen zu entfernen. Die RNA wurde mit nBuOH gefällt und die RNA über Ionenaus-

tauscherchromatograpie (AE-HPLC; Anion-exchange HPLC) gereinigt. Zur Entsalzung und 

weiteren Aufreinigung wurde eine Umkehrphasen-HPLC (RP-HPLC) durchgeführt. Die 

Identität und Reinheit der erhaltenen RNAs wurde mittels Massenspektrometrie (siehe Ta-

belle 2)  und analytischer HPLC quantifiziert (siehe Abb. 123, c). Dabei konnten keine 

Verunreinigungen detektiert werden. Zusätzlich wurden noch die entsprechenden Gegen-

stränge synthetisiert. Es wurden vier unmodifizierte Gegenstränge synthetisiert, wobei zwei 

der Gegenstränge das mittlere Nukleotid nicht enthalten (14mer). Mithilfe dieser Gegen-

stränge sollte der Einfluss der Photoschalter auf die Stabilität eines RNA Doppelstranges 

bei Verwendung eines „wedge Motives“ untersucht werden. Weiter wurde angenommen, 

dass eine Pyrimidin-Base dem trans-Azobenzol mehr Platz bietet, im Vergleich zu einer 

größeren Purinbase. Dies sollte verhindern, dass der trans-Zustand den Doppelstrang de-

stabilisiert. Um zu untersuchen, ob selbst eine Pyrimidinbase dem trans-Azobenzol zu we-

nig Raum bietet, wurden zusätzlich der Vorwärts- und Rückwärtsstrang mit einer abasi-

schen Stelle (AP) in der Mitte der Sequenz synthetisiert. Eine Übersicht der synthetisierten 

Stränge und deren massenspektrometrischen Analyse kann in Tabelle 2 gefunden wer-

den. Dabei ergibt sich die Möglichkeit einen Azobenzol-modifizierten Strang mit jeweils fünf 
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Gegensträngen zu kombinieren. So kann z.B. RNA1(pAzo) mit RNA2, RNA2(C), 

RNA2(U), RNA2(mAzo) oder RNA2(pAzo) hybridisiert werden. Bei vier Azobenzol-modi-

fizierten Strängen können somit insgesamt 20 Doppelstränge untersucht werden.  

Tabelle 2 Sequenzen und massenspektrometrische Analyse der synthetisierten Oligonukleotiden 

Sequenz  berechnet gemessen  

5´-GCA UAA ApAzoA AAG GUG-3´ 

5´-GCA UAA AmAzoA AAG GUG-3´ 

5´-GCA UAA AUA AAG GUG-3´ 

5´-GCA UAA ACA AAG GUG-3´ 

5´-GCA UAA AAA AGG UG-3´  

5´-CAC CUU UpAzoU UUA UGC-3´  

5´-CAC CUU UmAzoU UUA UGC-3´  

5´-CAC CUU UUU UUA UGC-3´ 

5´-CAC CUU UCU UUA UGC-3´ 

5´-CAC CUU UUU UAU GC-3´ 

RNA1(pAzo) 

RNA1(mAzo) 

RNA1(U) 

RNA1(C) 

RNA1 

RNA2(pAzo) 

RNA2(mAzo) 

RNA2(U) 

RNA2(C) 

RNA2 

4898,8 

4898,8 

4844,7 

4843,7 

4538,7 

4663,6 

4663,6 

4609,6 

4608,6 

4302,6 

4898,7 

4899,5 

4844,6 

4843,6 

4538,6 

4664,3 

4664,3 

4609,6 

4608,4 

4303,4 

 

 

3.2.2.2 Untersuchung der photochemischen Eigenschaften der Azobenzol-modifi-

zierten RNA Einzelstränge 

Dr. Keiji Murayama, aus der Gruppe von Hiroyuki Asanuma (Nagoya Universität, Japan), un-

terstützte den Autor dieser Arbeit für drei Monate bei den Studien. Gemeinsam wurden die 

thermischen Raten photoschaltbarer Oligoribonukleotide (die auch zum Teil von Sabrina Stein-

wand untersucht wurden), die Belichtungszeitabhängige Isomerisierung im Einzelstrang, so-

wie Schmelzpunktmessungen mit den modifizierten Strängen RNA1(pAzo), RNA1(mAzo) 

und RNA2(mAzo) durchgeführt. Um das Verhältnis der trans- und cis-Photoisomere nach Be-

strahlung zu berechnen wurden zunächst Reinspektren der Photoisomere aufgenommen. Da 

durch Bestrahlung keine vollständige Überführung in die trans- und cis-Isomere möglich ist 

und da zu wenig Material zu Verfügung war, um die Absorptionskoeffizienten der reinen Iso-

mere (Reinspektren) mittels NMR zu bestimmen, wurden die Photoisomere per HPLC ge-

trennt. Da angenommen wurde, dass Acetonitril als Eluent in der RP-HPLC die Absorption 

beeinflussen könnte, wurde die Trennung über AE-HPLC mit wässriger LiCl-Lösung als Eluat 

durchgeführt. Es wurde davon ausgegangen, dass der Zusatz von LiCl keinen signifikanten 

Einfluss auf die Absorption hat. Exemplarisch wird hier das Chromatogramm mit den zugehö-

rigen Absorptionsspektren der reinen cis- und trans-Isomere von RNA1(pAzo) gezeigt (siehe 

Abb. 123). Die Chromatogramme mit den dazugehörigen Reinspektren von RNA1(mAzo), 

RNA2(pAzo) und RNA2(mAzo) sind im Anhang zu finden (Abb. 220, Abb. 221 und Abb. 

222). Das Absorptionspektrum wurde am isosbestischen Punkt (λ = 260 nm) auf 1 normiert. 

Die RNA Stränge mit dem unpolarerem trans-Isomer eluieren dabei immer später, als die 
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Stränge mit dem cis-Isomer. Aufgrund der relativ hohen thermischen Stabilität des cis-Isomers 

bei Raumtemperatur (siehe Kapitel 3.2.2.3), kann eine cis-zu-trans Isomerisierung während 

der HPLC vernachlässigt werden. 

 
Abb. 123 AE-HPLC Chromatogramm von RNA1(pAzo) für die Auftrennung der Photoisomere vom Azobenzol. 
Die Absorption der Reinspektren wurde während der HPLC aufgenommen (DAD Detektor). Die Absorption 
wurde am isosbestischen Punkt auf 1 normiert Rf(trans)=31,8 min; Rf(cis)=31,2 min. Gradient: 0-2 min 100% 
MilliQ-H2O; 2-42 min linear Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Säule: DNAPac™ PA100 von Dionex; 
4,6x250 mm. 

Um das photochemische Isomerisierungsverhalten zu untersuchen wurden die Stränge mit 

UV-Licht (365 nm, 300 mW) und sichtbarem Licht bei 420 nm (300 mW) belichtet. Vor der 

Bestrahlung mit UV-Licht wurden die Stränge bei 60 °C bei 420 nm bestrahlt, um den Aus-

gangzustand, also den maximal erreichbaren Anteil des trans-Isomers zu erhalten. Diese 

Bestrahlung erfolgt solange, bis die Absorption bei 330 nm konstant war. Die Stränge wur-

den dann für 10 s, 20 s, 30 s, 60 s und 120 s UV Licht bestrahlt und zu diesen Zeitpunkten 

wurde ein UV/vis Absorptionsspektrum aufgenommen. Analog dazu wurde zur Untersu-

chung der belichtungszeitabhängigen cis-zu-trans Isomerisierung die Stränge zuvor bei 

20 °C mit UV-Licht bestrahlt, solange bis sich die Absorption bei 330 nm nicht mehr än-

derte. Mithilfe der aufgenommenen Reinspektren (siehe Abb. 123, Abb. 220 und Abb. 

221) konnten die cis-zu-trans Verhältnisse nach der jeweiligen Bestrahlungsdauer mit For-

mel 1 berechnet werden (siehe Kapitel 5.1 für die Herleitung der Formel).  

Formel 1   	Verhältnis  

Nach 45 s wurden vollständige Isomerisierungen zu den photostationären Zuständen er-

reicht (Beispiel von RNA1(pAzo) siehe Abb. 124). Diese liegen unter diesen Bedingungen 

bei 80-98% cis und >90% trans (siehe Tabelle 3). Eine vollständige Überführung in die 

jeweiligen Isomere ist problematisch, da zum einen die Absorptionsspektren der Isomere 

überlappen und zum anderen aufgrund der thermischen Relaxation. Im Vergleich der ma-

ximalen cis-Verhältnisse von pAzo und mAzo, die durch Bestrahlung mit UV erreicht wer-

den können, zeigt sich, dass in allen Fällen der Isomerisierungsgrad von pAzo über dem 

von mAzo liegt (siehe Tabelle 3). 
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Abb. 124 Belichtungszeit-abhängige Isomerisierung von RNA1(pAzo) (5 µM in PBS Puffer, pH 7.4). Der Ver-
lauf der berechneten cis-Verhältnisse bei Bestrahlung mit UV oder vis Licht ist links und die zugehörigen Ab-
sorptionsspektren der trans-zu-cis Isomerisierung rechts abgebildet. 

Die spektroskopischen Experimente der thermischen cis-zu-trans Isomerisierung wurden 

teilweise vom Autor dieser Arbeit und teilweise von Dr. Sabrina Steinwand aus dem Ar-

beitskreis von Prof. Wachtveitl (Universität Frankfurt am Main) durchgeführt und im Fol-

genden hier aufgeführt. 

3.2.2.3 Thermische Stabilität der cis Photoisomere der Azobenzol C-Nukleoside in 

RNA 

Um den Einfluss von RNA auf die thermische Stabilität des cis-Isomers von pAzo und 

mAzo zu untersuchen, wurden die Stränge RNA1(pAzo), RNA1(mAzo), RNA2(pAzo) und 

RNA2(mAzo) mit UV-Licht in den cis Zustand überführt und bei 20 °C, 37 °C, 50 °C, 70 °C 

inkubiert und in definierten Zeitabständen UV/vis Absorptionsspektren aufgenommen 

(siehe Abb. 125 für die UV/vis Absorptionsspektren der thermischen Relaxation für 

RNA1(pAzo) bei 70 °C).  

 
Abb. 125 UV/vis Absorptionsspektren der thermischen cis-zu-trans Relaxation von RNA1(pAzo) bei 70 °C. 

In Abb. 126 ist der zeitabhängige Verlauf der Abnahme des cis-Isomers am Beispiel von 

RNA1(pAzo) bei 50 °C, 60 °C und 70 °C dargestellt. Die thermische cis-zu-trans Relaxie-

rung des Azobenzols ist eine Reaktion erster Ordnung, weshalb die Reaktionsgeschwin-

digkeiten und die Halbwertszeiten mithilfe der Formeln 2-4 berechnet werden konnte. 
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Formel 2    	   

Integriert ergibt sich daraus: 

Formel 3    	 	 	  

Die Halbwertszeit wurde gemäß der Formel: 

Formel 4    	  

Die Aktivierungsenergie lässt sich anhand der Arrhenius Gleichung ermitteln: 

Formel 5     	 	A e  

Für die Berechnung wurden die reziproken Temperaturen (1/T) gegen den natürlichen Lo-

garithmus (ln(k)) der Geschwindigkeitskonstanten aufgetragen. Über die Steigung (-(EA/T)) 

einer linearen Regression konnte die Aktivierungsenergie bestimmt werden. 

Bei 20 °C konnte keine Reaktionsgeschwindigkeitskonstante berechnet werden, da die Zu-

nahme der Absorption bei 330 nm nach 15 h zu gering war (siehe Abb. 126 rechts). Dies 

bedeutet, dass die thermische Relaxation für Experimente bei Raumtemperatur weitestge-

hend vernachlässigt werden kann.  

 
Abb. 126 Thermische cis-zu-trans Relaxation von RNA1(pAzo) (1 µM in PBS Puffer) bei 37 °C, 50 °C und 70 
°C (links). Das Diagramm der thermisch cis-zu-trans Isomerisierung von pAzo und mAzo in RNA1 bei 20 °C 
und 37°C ist rechts gezeigt. Bei 20 °C konnte innerhalb von 15 h keine signifikante Veränderung der Absorption 
beobachtet werden. 

Die vollständigen kinetischen Parameter für die thermische cis-zu-trans Isomerisierung 

können aus Tabelle 3 entnommen werden. 
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Tabelle 3 Kinetische Parameter für die thermische Relaxation von den Monomeren pAzo und 
mAzo, sowie RNA1(pAzo), RNA1(mAzo), RNA2(pAzo) und RNA2(mAzo) bei 37 °C, 50 °C und 
70 °C. Die Konzentration der Monomere betrug 30 µM, die der RNA-Stränge 5 µM. Alle Messun-
gen erfolgten in PBS Puffer (pH 7.4). 

 max. % cis T [°C] k [s-1] Halbwertszeit [h] EA [kJꞏmol-1] 

  70 4,5 ꞏ 10-5 4,298 ± 0,016

pAzo 91[a] 50 6,7 ꞏ 10-6 28,6 ± 0,3 84 ± 4 

  37 2,0 ꞏ 10-6 96,8 ± 0,6

   

  70 1,8 ꞏ 10-5 10,756 ± 0,010

mAzo 88[a] 50 4,7 ꞏ 10-6 40,62 ± 0,05 62,3 ± 1,7 

  37 1,7 ꞏ 10-6 113,3 ± 0,7

  70 5,5 ꞏ 10-5 3,526 ± 0,019

RNA1(pAzo) 87 50 6,8 ꞏ 10-6 28,23 ± 0,06 96 ± 5 

  37 1,4 ꞏ 10-6 138 ± 3

   

  70 3,8 ꞏ 10-5 5,134 ± 0,010

RNA1(mAzo) 80 50 6,1 ꞏ 10-6 31,8 ± 0,3 91 ± 4 

  37 1,2 ꞏ 10-6 155 ± 6

   

  70 5,7 ꞏ 10-5 3,390 ± 0,010

RNA2(pAzo) 98 50 6,9 ꞏ 10-6 28,03 ± 0,06 90 ± 7 

  37 2,2 ꞏ 10-6 86,0 ± 1,2

   

  70 2,9 ꞏ 10-5 6,594 ± 0,014

RNA2(mAzo) 90 50 3,3 ꞏ 10-6 59,1 ± 0,3 91 ± 5 

  37 9,8 ꞏ 10-7 196 ± 3
[a] Die Reinspektren der cis und trans Isomere für die Berechnung von max. % cis wurden in der 
HPLC aufgenommen und enthalten ca. 60 % MeCN. Der Zusatz von MeCN kann die Absorption 
verändern, sodass diese Werte eher als Richtwerte angesehen werden müssen. Es wurde ein 
Fehler der cis Verhältnisse von ±5% angenommen. 
 

Die umgebende RNA hatte einen Einfluss auf die thermische Stabilität des cis-Isomers: So 

stieg zum Beispiel die Aktivierungsenergie von 84 kJ ꞏ mol-1 für pAzo auf 96 kJ ꞏ mol-1 (ΔEA 

= 12 kJ ꞏ mol-1) für RNA1(pAzo). Im Falle von mAzo war der Unterschied noch deutlicher. 

In diesem Fall stieg durch den Einbau von mAzo in RNA1 die Aktivierungsenergie von 62 

auf 91 kJ ꞏ mol-1 (ΔEA = 29 kJ ꞏ mol-1). Eventuell erschwerte die RNA durch sterische Hin-

derung die Isomerisierung. 

Interessanterweise wurde durch den Einbau von pAzo und mAzo in RNA die thermische 

Relaxationsgeschwindigkeit bei 37 °C verringert (außer für RNA2(pAzo)), während sie bei 

einer Temperatur von 70 °C erhöht wurde. Im Fall von pAzo betrug die Halbwertszeit von 

pAzo als Monomer 97 h, während die Halbwertszeit von RNA1(pAzo) bei 138 h lag (Δt1/2(37 

°C)= +41 h). Bei 70 °C verringerte sich die Halbwertszeit von pAzo durch den Einbau in 

RNA1 von 4,3 h auf 3,6 h (Δt1/2(70 °C)= -0,7 h). Eine Ausnahme bildete die thermische Rate 

von RNA2(pAzo) bei 37 °C, da die Halbwertszeit kürzer als bei dem Monomer pAzo war. 

Als weiterer Trend ließ sich erkennen, dass das meta-substituierte Azobenzol (mAzo) eine 
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deutlich höhere thermische Stabilität besaß als das para-substituierte (pAzo). Die Halb-

wertszeit bei 70 °C von RNA2(mAzo) war mit 6,6 h fast doppelt so lang, wie die von 

RNA2(pAzo) mit 3,4 h. Ähnliches Verhalten wurde auch Asanuma et al.[191]  für ein meta-

verknüpftes Azobenzole mit D-Threoninol-Linker (tAzo) beobachtet.  

Insgesamt ist zu erkennen, dass sowohl die Oligonukleotidsequenz, als auch die Verknüp-

fungsstelle des Azobenzols (meta oder para) einen Einfluss auf die thermische Stabilität 

des cis-Isomers hat. 

3.2.2.1 Untersuchung der photochemischen Eigenschaften der Azobenzol-modifi-

zierten RNA im Duplex 

Um zu untersuchen, wie sehr der trans-Zustand von pAzo und mAzo einen Duplex stabi-

lisiert und der cis-Zustand den Duplex destabilisiert, wurden Schmelzpunktmessungen 

durchgeführt. Das planare und unpolare trans-Isomer soll in den Basenstapel interkalieren 

und somit eine Duplexbildung begünstigen. Das gewinkelte bzw. helikale cis-Azobenzol 

hat einen höheren sterischen Anspruch und soll dadurch einen Duplex destabilisieren.  

 
Abb. 127 Schematische Darstellung der lichtinduzierten reversiblen Duplex (De-)Stabilisierung am Beispiel 
von mAzo. 

Um die Komplexität gering zu halten und kooperative Effekte auszuschließen, wurden nur 

Stränge verwendet, die ein einziges Azobenzol erhalten. Lediglich die Möglichkeit eines 

sogenannten „Dimer Motives“ bei dem der Vorwärts- und Rückwärtsstrang ein Azobenzol 

enthält und somit im Duplex nebeneinanderliegen wurden untersucht (siehe Abb. 30 für 

eine schematische Darstellung der verschiedenen Motive). Anhand dieser Studien sollte 

evaluiert werden, welche Base/Modifikation gegenüber eines Azobenzols am besten ge-

eignet ist, um die Duplexstabilität mit Licht zu regulieren. Es wurde dabei angenommen, 

dass im Vergleich zu einer Purinbase, eine kleinere Pyrimidinbase den trans-Zustand des 

Azobenzols weniger stören sollte und somit erhöhte Duplexstabilität beobachtet werden 

sollte. Zusätzlich wurde der Einfluss einer AP-Stelle (A-purinische, A-pyrimidinische (aba-

sische) Stelle) gegenüber dem Azobenzol untersucht. Die fehlende Nukleobase der AP-

Stelle, sollte dem trans-Azobenzol eine maximal effiziente Interkalation ermöglichen, ohne 
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dabei den Doppelstrang zu stören bzw. diesen sogar zu stabilisieren. Auch der Einfluss 

der Verwendung eines „wedge Motives“, bei dem der Gegenstrang eine Base weniger ent-

hält, wurde untersucht. Um einen Vergleich mit dem etablierten tAzo zu ermitteln, wurden 

diese Doppelstränge von Keiji Murayama (Arbeitskreis Asanuma, Japan) unter den glei-

chen Bedingungen vermessen.  

In Kooperation mit Dr. Padmabati Mondal und Dr. Mithun Biswas vom Arbeitskreis Prof. 

Dr. Irene Burhardt (Goethe Universität Frankfurt am Main) wurden MM/MD Studien zu den 

Duplexen DNA1(pAzo)/DNA2(AP), DNA1(pAzo)/DNA2(U), DNA1(tAzo)/DNA2(AP) und 

DNA1(tAzo)/DNA2(U) durchgeführt. Die Veröffentlichung dieser Ergebnisse erfolgte in 

zwei gemeinsamen Publikationen.[211,333] Die Simulationen sollten einen tieferen Einblick in 

die Struktur des Doppelstranges erlauben. Zusätzlich wurde in diesen Studien überprüft, 

ob das α-oder ß-Anomer der Ribose bzw. die D-oder L-Konfiguration von Threoninol effek-

tivere Linker darstellen. Ein idealer Linker sollte eine gewisse Flexibilität besitzen, um se-

quenzunabhängig und effektiv im trans-Zustand in den Basenstapel zu interkalieren und 

diesen somit zu stabilisieren. Der Linker muss auch starr genug sein, sodass durch Isome-

risierung eine effektive Kraftübertragung erfolgt und vermeidet, dass sich das Azobenzol 

in die kleine oder große Furche dreht. Nur so kann das sterisch anspruchsvolle cis-Azoben-

zol die benachbarten Basenpaarungen stören und somit den Duplex destabilisieren.  

Bei Schmelzpunktstudien wird ein Duplex zyklisch erwärmt und abgekühlt und dabei die 

Absorption bei 260 nm gemessen. Mit steigender Temperatur wird der Duplex in Einzel-

stränge überführt, was in einer erhöhten Absorption resultiert. Der Effekt, dass der molare 

Extinktionskoeffizient der Einzelstränge höher ist, als der des Doppelstranges wird als Hy-

perchromizität bezeichnet. Die prozentuale Hyperchromizität lässt sich anhand Formel 6 

berechnen. Bei Schmelzpunktmessungen werden sigmoidale Kurven erhalten, deren Wen-

depunkt der Schmelzpunkt ist. Dieser ist definiert als der Punkt bei dem 50% der Doppel-

stränge als Einzelstränge vorliegen. 

Formel 6  Hyperchromizität	% 100 ∙ 	  

Zur Untersuchung der thermischen Duplexstabilität des trans-Isomers wurden die Stränge 

in PBS Puffer (pH 7,4) bei 60 °C bei 420 nm bestrahlt, bis der photostationäre Zustand 

erreicht wurde. Dies wurde anhand einer konstanten Absorption bei 332 nm quantifiziert. 

Die Isomerisierung erfolgte bei einer Temperatur über der Schmelztemperatur des Doppel-

stranges, um eine möglichst vollständige Isomerisierung zu garantieren (Erklärung siehe 

Ende dieses Kapitels und Ende von Kapitel 1.4.4). Zudem begünstigt die hohe Temperatur 

die thermische cis-zu-trans Isomerisierung. Obwohl laut Literatur[160] durch thermische Re-

laxation mehr trans-Isomer als durch Bestrahlung erreicht werden kann, konnten in diesen 
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Studien keine signifikanten Unterschiede des maximalen trans-Isomers, erreicht durch Be-

strahlung oder thermischer Energie, beobachtet werden. Zur Messung der cis-Isomere 

wurden die Stränge bei 60 °C mit UV-Licht bestrahlt und unter Bestrahlung auf Raumtem-

peratur abgekühlt. Diese Bedingungen sollten eine möglichst effiziente Isomerisierung zum 

cis-Isomer ermöglichen, wobei durch die kontinuierliche Bestrahlung während der Abküh-

lung eine thermische Relaxation ausgeschlossen werden sollte. Dies wurde so lange wie-

derholt bis ein photostationärer Zustand erreicht wurde bei dem der cis-Anteil konstant war. 

Die Bestrahlung mit UV-Licht erfolgte nach jedem Zyklus (Hochheizen und Abkühlen). 

Die Schmelzpunktmessungen erfolgten von 20 bis 60 °C mit einem Temperaturanstieg von 

1 °C ꞏ min-1. Ein langsamerer Anstieg hat den Vorteil, dass sich das Temperaturgleichge-

wicht zwischen der Blocktemperatur (der beheizte Teil des Spektrometers) und der Probe 

besser einstellen kann. Allerdings kann es durch die erhöhte Messzeit beim cis-Isomer zu 

einer thermischen cis-zu-trans Relaxation kommen, die das Ergebnis verfälschen könnten. 

Eine permanente Bestrahlung, sowie die Temperaturmessung in der Probe war mit den 

vorhandenen Apparaturen nicht möglich. Der entscheidende Wert für die Duplex (De-)Sta-

bilisierung ist der ΔTM, also die Differenz der Schmelzpunkte von trans (TM(trans)) und cis 

(TM(cis)) (siehe Formel 7).  

Formel 7    ∆ 	 	 	 

Somit haben die absoluten Werte von (TM(trans)) und cis (TM(cis)) eine untergeordnete 

Bedeutung, da die Gleichgewichtseinstellung bei allen Messungen gleich ist und dies somit 

keinen Einfluss auf den ΔTM-Wert haben sollte.  

 
Abb. 128 Schmelzpunktkurve von RNA1(pAzo)/RNA2(U) im trans- (schwarze Kurve) und cis-Zustand (graue 
Kurve) des Azobenzols (links). Die Hyperchromizität wurde anhand Formel 8 berechnet. UV/vis Absorptions-
spektren (rechts) von RNA1(pAzo)/RNA2(U) vor (grau) und nach (rot) den Schmelzpunktmessungen, sowie 
der Vergleich nach Belichtung mit sichtbarem Licht (gestrichelte schwarze Linie) sind rechts gezeigt. Der ge-
ringe Unterschied der Absorption vor und nach den Schmelzpunktmessungen macht deutlich, dass eine ther-
mische cis-zu-trans Relaxation innerhalb eines Zyklus vernachlässigt werden konnte. 

Die Aufnahme von UV/vis Absorptionsspektren (siehe Abb. 128, rechts) vor und nach den 

Schmelzpunktmessungen bestätigte, dass die thermische cis-zu-trans Relaxation während 

eines Zyklus (Hochheizen und Abkühlen) vernachlässigt werden kann. Im Vergleich zum 

Absorptionsspektrum nach Bestrahlung mit vis-Licht, ist der Unterschied der Absorption 
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bei 332 nm vor und nach Bestrahlung nicht signifikant. Alle Schmelzpunktmessungen (Bei-

spiel für Schmelzpunktkurve siehe  Abb. 128) wurden mindestens drei Mal wiederholt und 

es wurde daraus der Mittelwert gebildet. Die Ergebnisse sind in Tabelle 4 dargestellt. 

 

Tabelle 4 Ergebnisse der Schmelzpunktstudien von 

mAzo und pAzo in den Sequenzen:[a] 

RNA1(N1): 5’-GCA UAA AN1A AAG GUG-3’ 

RNA2(N2): 3’-CGU AUU UN2U UUC CAC-5’ 

            Tm [°C]  

N1 N2 trans cis ΔTm 

pAzo - 48,7 47,0 1,7 

pAzo U 47,2 43,4 3,8 

pAzo C 48,5 44,9 3,6 

pAzo AP[b] 49,6 45,7 3,9 

- pAzo 51,0 46,8 4,2 

U pAzo 48,9 44,9 4,0 

C pAzo 48,6 44,1 4,5 

AP[b] pAzo 52,7 46,9 5,7 

mAzo - 49,5 46,2 3,3 

mAzo U 47,7 43,4 4,3 

mAzo C 49,4 44,9 4,5 

mAzo AP[b] 50,5 46,4 4,0 

- mAzo 51,0 46,6 4,4 

U mAzo 50,1 44,7 5,4 

C mAzo 49,2 43,3 5,9 

AP[b] mAzo 52,4 47,0 5,4 

pAzo pAzo 48,2 43,7 5,5 

pAzo mAzo 50,3 46,0 4,3 

mAzo pAzo 52,7 47,3 5,4 

mAzo mAzo 51,7 47,0 4,7 

[a] Der Schmelzpunkt der (nativen) RNA ohne N1 and 

N2 liegt bei 55,4 °C. [b] AP = A-basisches (A-purini-

sche/A-pyrimidinische) Stelle. Die Fehler der Messun-

gen betragen ± 0,5 °C. 

 

Im Vergleich mit dem Schmelzpunkt des nativen Duplex (RNA1/RNA2; 55,4 °C), führte der 

Einbau von pAzo oder mAzo in RNA generell zu einer Destabilisierung der Doppelstränge 

im Bereich von 2,7 °C für RNA1(mAzo)/RNA2(pAzo) bis zu 8,2 °C für 

RNA1(pAzo)/RNA2(U). Dies war nicht unerwartet und wurde bereits von Asanuma et 
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al.[332] für tAzo in RNA beobachtet. Die A-helikale RNA ist im Vergleich zu einer B-DNA 

starrer und besitzt eine tiefere und flachere kleine Furche.[334,335] Simulationen von 

Asanuma und Burghardt (mit tAzo) begründeten damit, dass es durch den Einbau eines 

Azobenzols zu einer Destabilisierung kommen kann.[332,336,337] Als genereller Trend ist zu 

erkennen, dass im Vergleich zu RNA1 der Einbau von pAzo und mAzo in RNA2 eine 

geringere Destabilisierung im trans-Zustand bewirkte. Im Vergleich von pAzo und mAzo 

wird deutlich, dass mAzo den Duplex im trans-Zustand weniger destabilisiert, was darauf 

schließen lässt, dass das meta-verknüpfte Azobenzol allgemein besser in die helikale 

Struktur der RNA interkalieren kann. Die höchsten Schmelzpunkte konnten im trans-Zu-

stand mit der Kombination einer AP-Stelle gemessen werden (z.B. 

RNA1(AP)/RNA2(pAzo) TM= 52,7 °C und RNA1(AP)/RNA2(mAzo) TM= 52,4 °C). Im Ver-

gleich zu einer Purinbase ist der Azobenzol-Chromophor länger und konkurriert mit der 

gegenüberliegenden Base um den Raum in der gestapelten Region. Im Fall von 

RNA1(pAzo)/RNA2(U) konnten Simulationen[337] zeigen (siehe Abb. 129 a und Abb. 130), 

dass das trans-Azobenzol hauptsächlich in der großen Furche lokalisiert ist und nur wenig 

in der gestapelten Region. Zusätzlich befindet sich das gegenüberliegende Uridin in der 

kleinen Furche um sterische Repulsion zu vermeiden. Das dynamische Ausweichen von 

pAzo und Uridin bewirkt eine hohe Fluktuation des Doppelstranges (höheren B-Faktor, 

siehe Abb. 129 a). Das führt zu einer strukturellen Veränderung der RNA, was die hohe 

Destabilisierung von 8,2 °C erklärt. Eine AP-Stelle kann die größere Länge kompensieren, 

sodass Simulationen zeigten, dass das Azobenzol fast ausschließlich in der Basenstapel-

Region lokalisiert ist und der Doppelstrang enorm wenig Fluktuation zeigt (siehe Abb. 129 

b und Abb. 130). Der Grad der Fluktuation kann mit einem unmodifizierten Doppelstrang 

verglichen werden (siehe Abb. 129 oben). Daraus lässt sich schlussfolgern, dass die Kom-

bination von pAzo (oder mAzo) und einer AP-Stelle ideale Voraussetzungen liefert, einen 

stabilen Doppelstrang zu bilden. Auch die Verwendung eines „Dimer Motives“ erzielte hohe 

Schmelzpunkte im trans-Zustand für RNA1(mAzo)/RNA2(pAzo) mit TM= 52,7 °C und 

RNA1(mAzo)/RNA2(mAzo) mit TM= 51,7 °C. Im „Dimer Motiv“ sind Vorwärts- und Rück-

wärtsstrang mit jeweils einem Azobenzole modifiziert und die Azobenzole liegen im Dop-

pelstrang nebeneinander, wodurch der Duplex durch zusätzliche π-π-Wechselwirkung der 

planaren trans-Azobenzole stabilisiert werden kann.[187,195] Die Verwendung eines „wedge 

Motives“ stabilisiert den Duplex mit einem trans-Azobenzol mehr, als ein gegenüberliegen-

des Uridin oder Cytidin. Auch dies unterstreicht die Hypothese, dass die Länge der Azoben-

zol C-Nukleoside zu groß ist für eine gegenüberliegende Base. Im „wedge Motiv“ ist das 

Azobenzol zusätzlich eingebaut und kann sich wie ein Keil (engl. wedge) zwischen die 

Nukleobasen schieben.  



                                                                                                                                       123 
 

 

Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Azobenzol C-Nukleosiden 

 

Abb. 129 Simulierte (MM/MD) Strukturen von RNA1(pAzo)/RNA2(U) (a), RNA1(pAzo)/RNA2(AP) (b) und 
RNA1(tAzo)/RNA2(U) (c) im trans- und cis-Zustand. Der B-Faktor bezeichnet die relative Fluktuation/Flexibili-
tät der Strukturbereiche. Die Abbildung wurde von Dr. Padmabati Mondal erstellt und entnommen aus Goldau 
et al.[211] 
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Abb. 130 Ein lokales Koordinatensystem (Local reference frame) am Beispiel von DNA1(pAzo)/DNA2(U) ist 
links gezeigt. Die Verteilung von ẋAzo2 im lokalen Koordinatensystem von pAzo und tAzo in RNA Doppelsträn-
gen im trans- (oben) und cis-Zustand ist rechts gezeigt. Azo2 bezeichnet den distalen Phenylring (zum Linker) 
vom Azobenzol. Da der proximale Ring des Azobenzols (Azo1) fast immer gestapelt vorliegt, wurde nur die 
Position von Azo2 bestimmt. ẋAzo2 bezeichnet die Mitte der Masse des distalen Phenylrings. Die rechte Abbil-
dung zeigt die Population des distalen Rings von RNA1(pAzo)/RNA2(AP), RNA1(pAzo)/RNA2(U), 
RNA1(tAzo)/RNA2(AP) und RNA1(tAzo)/RNA2(U) in der kleinen und großen Furche, sowie in der gestapelten 
Region. Die rechte Abbildung wurde von Padmabati Mondal übernommen und modifiziert. Beide Abbildungen 
wurden aus Mondal et al.[337] entnommen. 

Wie erwartet induzierte eine photochemische Anreicherung des cis-Isomers eine stärkere 

Duplex-Destabilisierung.  Der niedrigste Schmelzpunkt für die cis-Zustände konnte mit den 

Doppelsträngen RNA1(pAzo)/RNA2(U) (TM= 43,4 °C), RNA1(mAzo)/RNA2(U) 

(TM= 43,4 °C) und RNA1(C)/RNA2(mAzo) (TM= 43,3 °C) gemessen werden. Während bei 

RNA1(Azo)/RNA2(U) immer der niedrigste Schmelzpunkt gemessen werden konnte, 

scheint bei einem Azobenzol in RNA2 ein gegenüberliegendes Cytidin 

(RNA1(C)/RNA2(Azo)) den Doppelstrang am stärksten zu destabilisieren. Simulationen 

(siehe Abb. 130) zeigten, dass im Falle von RNA1(pAzo)/RNA2(U) das cis-Azobenzol 

hauptsächlich in der großen Furche lokalisiert ist, während im Falle von 

RNA1(Azo)/RNA2(AP) das cis-Azobenzol sich zum Großteil in der kleinen Furche befin-

det.[337] Die Lokalisierung in der kleinen und großen Furch korreliert zudem mit der Helizität 

des Azobenzols. Während P-helikale cis-Azobenzole hauptsächlich in der großen Furch 

lokalisiert sind, sind M-helikale cis-Azobenzole bevorzugt in der kleinen Furche.  Berech-

nungen zeigten, dass RNA1(pAzo)/RNA2(U) in beiden Zuständen, trans und cis, partielle 

gebrochene Watson-Crick-Wasserstoffbrückenbindungen beobachtet werden konnten, 

wobei im cis-Zustand etwas weniger Wasserstoffbrückenbindungen beobachtet werden 

konnten. Interessanterweise hat die Struktur des gesamten Doppelstranges weniger Fluk-

tuation im cis-Zustand als in der trans-Form. Allerdings zeigt die Position um das Azoben-

zol eine enorm hohe Fluktuation (siehe Abb. 129). RNA1(pAzo)/RNA2(AP) zeigte hinge-

gen stabile Wasserstoffbrückenbindungen im trans-Zustand und eine signifikante Ab-

nahme im cis-Zustand. Im Vergleich zum trans-Zustand, zeigt RNA1(pAzo)/RNA2(AP) 

deutlich mehr Fluktuation mit cis-Zustand (siehe Abb. 129 b). Dies schafft eine ideale Vo-

raussetzung für eine lichtgesteuerte Regulation von biologischen Prozessen, bei denen 
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Biomoleküle nur einen nativen und perfekt gepaarten Doppelstrang erkennen (wie z.B. die 

Seed-Region von miRNA siehe 1.1.3.1). 

Der Vergleich der ΔTM-Werte von pAzo und mAzo zeigt, dass mAzo eine effektivere pho-

toinduzierte (De-)Stabilisierung bewirkte. Der stärkste Destabilisierungseffekt nach photo-

induzierter trans-zu-cis Isomerisierung konnte mit RNA1(AP)/RNA2(mAzo) 

(ΔTM = 5,7 °C), RNA1(U)/RNA2(mAzo) (ΔTM = 5,4 °C), RNA1(AP)/RNA2(mAzo) (ΔTM = 

5,4 °C), und RNA1(C)/RNA2(mAzo) (ΔTM = 5,5 °C), als auch für die „Dimer Motive“ 

RNA1(pAzo)/RNA2(pAzo) (ΔTM = 5,5 °C) und RNA1(mAzo)/RNA2(pAzo) (ΔTM = 5,5 °C) 

erreicht werden. Obwohl die Schmelzpunkte des „wedge Motives“ im trans-Zustand höher 

sind, als die mit einem Uridin oder Cytidin gegenüber, konnte bei diesen Doppelsträngen 

nach trans-zu-cis Isomerisierung der geringste ΔTM gemessen werden im Bereich von 

1,7 °C für RNA1(pAzo)/RNA2(-) bis 4.4 °C für RNA1(-)/RNA2(mAzo). Anscheinend kann 

das Azobenzol im trans-Zustand zwar effektiv in den Basenstapel interkalieren, allerdings 

hat wenig störenden Effekt im sterisch anspruchsvolleren cis-Zustand. Analog zu den Stu-

dien von Asanuma et al.[204] könnte sich das Azobenzol in die kleine oder große Furche der 

RNA drehen. 

Die Ergebnisse zeigen, dass es komplex ist einen Trend zu erkennen, um vorherzusagen 

in welcher Kombination das Azobenzol den Doppelstrang am effektivsten stabilisiert oder 

destabilisiert. Auch die Simulationen unterstützen eine präzise Vorhersage dabei nur teil-

weise, da nur zwei Stränge simuliert wurden, die sogar in den experimentellen Studien 

ähnliche De-(Stabilisierungseffekte) zeigten. Obwohl RNA1(pAzo)/RNA2(AP) aus den Si-

mulationen als vielversprechender Kandidat resultierte, konnte nur ein mäßig guter 

(De-)Stabilisierungseffekt experimentell gemessen werden. 

Um pAzo und mAzo mit dem etablierten tAzo System zu vergleichen wurden die Doppel-

stränge mit tAzo von Keiji Murayama vermessen und im Folgenden hier aufgeführt. Die 

vollständigen Ergebnisse sind in Tabelle 5 zu finden. Ein Vergleich der absoluten trans 

und cis-Werte ist schwierig, da die Messung an unterschiedlichen Geräten (JASCO-V550 

und JASCO-V650) erfolgte. Aus diesem Grund werden hier nur allgemeine Tendenzen, so-

wie der Vergleich der ΔTM-Werte von pAzo und mAzo mit tAzo diskutiert. Die ΔTM-Werte 

sollten weitestgehend unabhängig vom verwendeten Gerät sein zumal die experimentellen 

Bedingungen (Konzentration, Puffer, Temperaturrampe) ansonsten identisch waren. 
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Tabelle 5 Ergebnisse der Schmelzpunktstudien mit 
D-threoninol verknüpftem Azobenzol (tAzo) 

N1  N2 trans cis ΔTM 

--- ---   nativ 

(53,9) 

 

tAzo 

tAzo 

tAzo 

tAzo 

--- 

U 

C 

tAzo 

--- 

U 

C 

tAzo 

tAzo 

tAzo 

51,6 

50,5 

48,8 

48,5 

51,9 

49,2 

50,2 

44,6 

45,4 

43,4 

41,7 

44,0 

42,4 

42,1 

7,0 

5,1 

5,4 

6,8 

7,9 

6,8 

8,1 

Die Messungen der Schmelzpunkte wurden von 

Keiji Murayama an einem JASCO-V550 UV/vis 

Spektrometer durchgeführt. 

 

Wie erwartet, führte auch hier der Einbau von tAzo in RNA zu einer generellen Destabilisie-

rung der Doppelstränge. Bei den von Burghardt et al.[337] simulierten Doppelsträngen 

DNA1(tAzo)/DNA2(U) und DNA1(tAzo)/DNA2(AP) konnte gezeigt werden, dass das trans-

Azobenzol meist in der großen Furche lokalisiert war und lediglich im Fall von 

DNA1(tAzo)/DNA2(AP) eine geringe Population einer Interkalation in den Basenstapel zeigte 

(siehe Abb. 129 und Abb. 130). Der Vergleich des nativen Schmelzpunktes mit denen der 

trans-Zustände von tAzo zeigte, dass die Destabilisierung mit 2,0 °C bis 5,4 °C etwas geringer 

ist als bei pAzo und mAzo. Auch hier wird durch den Einbau von tAzo in RNA2 eine effektivere 

Destabilisierung nach photoinduzierter trans-zu-cis Isomerisierung erreicht.  

Der Vergleich der ΔTM-Werte von pAzo und mAzo mit tAzo zeigt, dass tAzo einen stärkeren 

Effekt auf die lichtinduzierte Duplex(de)Stabilisierung aufweist mit ΔTM-Werten von 8,1 und 

7,9 °C. Auch im Fall von tAzo in RNA1 war das „wedge Motiv“ die uneffektivste Kombination, 

hier konnte der niedrigste ΔTM-Wert mit 5,1 °C gemessen werden. Überraschenderweise 

führte die Verwendung von tAzo in RNA2 im „wedge Motiv“ zu dem zweithöchsten ΔTM-Wert. 

In der Literatur wird tAzo im Kontext von DNA häufig im „wedge Motiv“ verwendet, da tAzo in 

diesem und „Dimer Motiv“ die höchste Effizienz besitzt (siehe Kapitel 1.4.4).[187,195] Für die Ver-

wendung von tAzo in RNA gibt es außer der vorliegenden nur eine weitere Schmelzpunktstu-

die, in der nur das „wedge Motiv“ verwendet wurde.[332] 
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Tabelle 6 Vergleich der Duplexdestabilisierung nach photoinduzierter trans-

zu-cis Isomerisierung von pAzo, mAzo und tAzo in RNA1(N1)/RNA2(N2). 

N1 N2 ΔTM 

(Azo = pAzo) 
ΔTM 

(Azo = mAzo) 
ΔTM 

(Azo = tAzo) [a] 

Azo - 1,7 3,3 5,1 

Azo U 3,8 4,3 5,4 

Azo C 3,6 4,5 6,8 

- Azo 4,2 4,4 7,9 

U Azo 4,0 5,4 6,8 

C Azo 4,5 5,9 8,1 

Azo Azo 5,5 4,7 7,0 

[a] Die Messungen der tAzo modifizierten Doppelstränge wurden von Keiji 

Murayama durchgeführt. 

 

Ein großer Nachteil von tAzo ist, dass die trans-zu-cis Isomerisierung im Duplex nur bei 

erhöhter Temperatur, nahe Schmelztemperatur der Doppelstränge (häufig 60 °C), durch-

geführt werden kann.[198,202,215] Bei Raumtemperatur konnte mit tAzo im DNA Doppelstrang 

häufig nur 20-40% des cis-Isomers bei Belichtung mit UV-Licht erreicht werden.[187,203,338] 

Im Falle von tAzo in RNA gibt es zu der Temperaturabhängigkeit der Isomerisierung keine 

Untersuchungen. Asanuma et al. erwähnten lediglich, dass die Bestrahlung von tAzo in 

RNA bei 60 °C für 3 min durchgeführt wurde.[332] Eine Begründung oder Nachweis der Not-

wendigkeit fehlt allerdings. 

Die temperaturabhängige Isomerisierung im RNA Doppelstrang wurde anhand des „wedge 

Motives“ Untersucht, da dies das am häufigsten verwendete Motiv von tAzo ist. Da die 

photoinduzierte Duplex-Destabilisierung von pAzo, mAzo und tAzo in RNA2 effektiver 

war, wurden die Untersuchungen mit RNA1/RNA2(pAzo), RNA1/RNA2(mAzo), 

RNA1/RNA2(tAzo) durchgeführt. Um das cis-Verhältnis im Duplex zu quantifizieren, wur-

den zunächst Reinspektren der trans- und cis-Photoisomere im Duplex aufgenommen 

(siehe Abb. 131 für RNA1/RNA2(mAzo); für RNA1/RNA2(pAzo) und RNA1/RNA2(tAzo) 

siehe Abb. 224 und Abb. 225 im Anhang). Analog zu Abschnitt 3.2.2.2, wurden dazu die 

Photoisomere in den Doppelsträngen über eine AE-HPLC getrennt und Absorptionsspek-

tren aufgenommen. AE-HPLC wurde gegenüber RP-HPLC bevorzugt, da zum einen Ace-

tonitril (als Eluent) den Absorptionskoeffizienten beeinflussen könnte und zum anderen AE-

HPLC unter nativen Bedingungen durchgeführt werden kann.  
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Abb. 131 AE-HPLC Chromatogramme (links) für die Trennung der cis- und trans-Photoisomere von mAzo im 
RNA Duplex RNA1/RNA2(mAzo) (Rf(trans)=33,0 min; Rf(cis)=33,7 min). Die Trennung und Aufnahme der 
UV/vis Absorptionsspektren der reinen Isomere (rechts) erfolgte in der AE-HPLC. Die Absorption wurde am 
isosbestischen Punkt bei 270 nm auf 1 normiert. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 2-42 min linearer Anstieg 
auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Es wurden 2 nmol injiziert. 

Für die bestrahlungszeitabhängige cis-zu-trans und trans-zu-cis Isomerisierung im Duplex 

(siehe Abb. 132) wurden vor der eigentlichen Messung die Doppelstränge durch Bestrah-

lung mit UV (365 nm, 300 mW) bzw. sichtbarem Licht (420 nm, 300 mW) in den photosta-

tionären Zustand überführt. Um eine maximale Anreicherung des cis- bzw. trans-Isomers 

zu garantieren, wurden die Stränge während der Bestrahlung erwärmt. 

RNA1/RNA2(mAzo), RNA1/RNA2(pAzo) wurden dazu auf 60 °C erwärmt, während bei 

RNA1/RNA2(tAzo) sogar 75 °C notwendig waren. Die Belichtung zur Isomerisierung im 

Duplex wurde 600 s bei Raumtemperatur und 300 s bei 60 °C für RNA1/RNA2(mAzo), 

RNA1/RNA2(pAzo) bzw. 75 °C für RNA1/RNA2(tAzo) durchgeführt.  

 
Abb. 132 Bestrahlungszeitabhängige trans-zu-cis und cis-zu-trans Photoisomerisierung von 
RNA1/RNA2(pAzo) (Rot, Quadrate), RNA1/RNA2(mAzo) (Magenta, Dreiecke) und RNA1/RNA2(tAzo) (Hell-
blau, Kreise). Die Bestrahlung startete von den jeweiligen photostationären Zuständen aus. Diese wurden an-
gereichert durch vorhergehende Bestrahlung bei 60 °C für RNA1/RNA2(pAzo), RNA1/RNA2(mAzo) und 75 
°C für RNA1/RNA2(tAzo). Alle Stränge wurden für 600 s bei Raumtemperatur und 300 s bei 60 °C für pAzo 
und mAzo und 75 °C für tAzo bestrahlt (365 nm oder 420 nm, 300 mW). Die Berechnung der cis Verhältnisse 
erfolgte anhand Formel 1 mit den in der HPLC getrennten Reinspektren der Photoisomeren (siehe Abb. 131, 
Abb. 224 und Abb. 225). 
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Bestrahlung von RNA1/RNA2(mAzo) und RNA1/RNA2(pAzo) mit UV-Licht bei Raumtem-

peratur überführte die Stränge nach 45-60 s in einen photostationären Zustand, bei dem 

ca. 90-95% als cis-Isomer vorlagen. Weitere Bestrahlung für 300 s bei 60 °C veränderte 

das cis-Verhältnis nicht weiter. Im Falle von RNA1/RNA2(tAzo) konnte nach 600 s Be-

strahlung mit UV-Licht bei Raumtemperatur lediglich ~45% der cis-Form erhalten werden. 

Erst durch weitere Bestrahlung für 300 s bei 75 °C führte zu einer ~95% Überführung in 

das cis-Isomer. Bei der cis-zu-trans Isomerisierung konnte durch Bestrahlung mit sichtba-

rem Licht bei Raumtemperatur in allen Fällen nach 45 s ein photostationärer Zustand er-

halten werden. Dieser änderte sich auch nicht durch weitere Bestrahlung bei erhöhter Tem-

peratur. 

Die Ergebnisse zeigten, dass die trans-zu-cis Isomerisierung bei Raumtemperatur von 

tAzo im RNA Duplex ähnlich uneffektiv war, wie die in der Literatur[187,198,203,204,212] be-

schriebe Isomerisierung von tAzo in DNA. pAzo und mAzo konnte hingegen bei Raum-

temperatur vollständig in den cis und trans Zustand überführt werden. RNA1/RNA2(mAzo) 

zeigte zudem noch eine enorm hohe Schaltamplitude von 5%-95% des cis-Isomers. Für 

viele Anwendungen, vor allem im biologischen Bereich, müssen erhöhte Temperaturen 

ausgeschlossen werden. Dies verringert die maximale Effektivität von tAzo einen Duplex 

zu regulieren. Unter idealen Isomerisierungsbedingungen, also bei erhöhter Temperatur, 

bewirkte tAzo eine höhere photoinduzierte Duplexdestabilisierung (ΔTM 

(RNA1/RNA2(tAzo)) 7,9 °C) als pAzo (ΔTM (RNA1/RNA2(mAzo)) 4,4 °C) oder mAzo 

(ΔTM (RNA1/RNA2(tAzo)) 4,2 °C). Würde man einen linearen Zusammenhang zwischen 

Isomerisierungsgrad (max. %cis) und ΔTM annehmen, würde dies mathematisch bedeuten, 

dass der ΔTM-Wert für RNA1/RNA2(tAzo) bei einer Isomerisierung bei Raumtemperatur 

(auf 45%) sinken würde: ΔTM (RNA1/RNA2(tAzo)) 7,9 °C x 0,45 (Isomerisierungsgrad bei 

Raumtemperatur) = 3,6 °C. Dieser hypothetisch berechnete Wert liegt signifikant unter den 

experimentell ermittelten ΔTM-Werten von pAzo und mAzo in RNA1/RNA2(Azo). Dies 

würde bedeuten, dass bei einer Isomerisierung bei Raumtemperatur pAzo und mAzo ef-

fektiver als tAzo einen Duplex im „wedge Motiv“ RNA1/RNA2(Azo) regulieren können. 

Mondal und Burghardt berechneten die Isomerisierung von pAzo im RNA Doppelstrang 

(Displacement Motiv) mit den Sequenzen 5‘-UAAApAzoAAAG-3‘ und 5‘-CUUUUUUUA-3‘ 

mit QM/MM Methoden.[339] Die Sequenz ist eine kürzere Version zu der in dieser Arbeit 

untersuchten Sequenz (9mer vs. 15mer; vgl. Tabelle 2). Im Vergleich zum Vakuum ver-

langsamt die umgebende RNA die trans-zu-cis Isomerisierung von 500 Femtosekunden zu 

~15 Pikosekunden, während die cis-zu-trans Isomerisierung nicht beeinflusst wird und im 

Pikosekunden-Bereich abläuft. Die Quantenausbeuten der Isomerisierungsprozesse für 

trans-zu-cis und cis-zu-trans wurden mit Φt→c = 10% und Φt→c = 50% berechnet. Dies zeigt, 
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dass die sterische Hinderung der umgebenden RNA die Isomerisierung nur von trans nach 

cis verlangsamt und erschwert. Interessanterweise wurde der Isomerisierungsmechanis-

mus als Pedal-ähnlich bestimmt (siehe  Abb. 133), ein Mechanismus der enorm platzspa-

rend ablaufen kann ohne die umliegenden Basenpaare zu stören. Der selbe Mechanismus 

konnte bei der Berechnung einer anderen Sequenz mit pAzo im „wedge Motiv“ von Mondal 

und Burghardt bestimmt werden.[339] Dies könnte bedeuten, dass der Mechanismus 

unabhängig von der Sequenz und Struktur der umgebenden RNA sein kann und eventuell 

nur vom Linker beeinflusst wird.                   

 

 Abb. 133 Mechanismen der trans-zu-cis (links) und cis-zu-trans (rechts) Isomerisierung nach Mondal und 
Burghardt[339]. Im trans-zu-cis Isomerisierungsmechanismus findet eine Drehung von N3-N4 statt, gefolgt von 
einer Rotation um die N4-C5 Einfachbindung. Der distale Ring (vom Linker betrachtet) unterliegt einer partiellen 
Rotation in der Ebene um die N4-C5 Bindung. Bei der cis-zu-trans (rechts) Isomerisierung findet (annähernd) 
analog umgekehrt statt.[339] Die Abbildungen wurde aus Burghardt et al.[339] entnommen. 

Ginger et al.[213] bestimmten 2017 den Isomerisierungsmechanismus für tAzo in DNA als 

Rotations- oder Hula-Twist Mechanismus (siehe Abb. 33). Dieser benötigt deutlich mehr 

Platz, wodurch die Isomerisierungsquantenausbeute deutlich erniedrigt wird, wenn steri-

sche Faktoren wie benachbarte Basenpaare vorhanden sind. Höhere Temperaturen führ-

ten zur Lockerung des DNA Doppelstrangs, wodurch die Isomerisierung mit höheren Quan-

tenausbeuten ablaufen konnte. Auch lokale Störungen wie Fehlbasenpaare oder AP-Stel-

len führten zu höheren Isomerisierungsquantenausbeuten. Die thermische Rückisomeri-

sierung wurde als ein platzsparender Inversionsmechanismus berechnet. Biswas und 

Burghardt bestimmten allerdings 2014 den Isomerisierungsmechanismus von tAzo im 

DNA Doppelstrang als platzsparenden Pedal-ähnlichen Mechanismus.[340] Aufgrund der 

unterschiedlichen Ergebnisse der Berechnungen, lässt sich keine exakte Schlussfolgerung 

treffen, welcher Isomerisierungsmechanismus bei tAzo stattfindet und ob dieser zu der 

geringeren trans-zu-cis Isomerisierung beträgt. Eine andere Erklärung ist, dass tAzo bes-

ser in den Basenstapel interkaliert und dadurch so fixiert vorliegt, dass eine Isomerisierung, 

auch nicht mit dem platzsparend Pedal-ähnlichen Mechanismus, ablaufen kann. Simulati-

onen von Burghardt et al.[337] zeigten jedoch, dass tAzo im Falle von RNA1(tAzo)/RNA2(U) 

und RNA1(tAzo)/RNA2(AP) im trans-Zustand nur eine geringe Population im interkalierten 



                                                                                                                                       131 
 

 

Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Azobenzol C-Nukleosiden 

Zustand besitzt und der distale Azobenzol-Ring meist in der großen Furche des RNA Dop-

pelstranges lokalisiert ist (siehe Abb. 130). Da bei denselben Sequenzen mit pAzo der 

distale Azobenzol Ring häufiger in der Basenstapel-Region lokalisiert ist, bleibt die Frage 

offen, warum pAzo und mAzo vollständig aber tAzo nur beschränkt isomerisiert werden 

konnten. Weitere Untersuchungen und Simulationen sind notwendig, um diese Frage zu 

klären. 

3.2.3 Untersuchung von pAzo und mAzo in DNA 

Das folgende Teilprojekt befasst sich mit der Untersuchung von pAzo und mAzo im DNA 

Einzel- und Doppelstrang. Viele biologische Prozesse basieren auf der Hybridisierung von 

DNA und könnten durch die Einführung von Photoschaltern lichtregulierbar gemacht wer-

den. Da der Desoxyribose-Linker von pAzo und mAzo die natürliche Struktur der DNA 

ideal nachahmt, sollte untersucht werden, wie effizient durch lichtinduzierte Isomerisierung 

ein Duplex (de-)stabilisiert werden kann. Zusätzlich wurde untersucht, wie die umgebende 

DNA die thermische Stabilität, die Photoermüdung und die Isomerisierung von pAzo und 

mAzo beeinflusst. 

3.2.3.1 Festphasensynthese und Aufreinigung von pAzo und mAzo in DNA 

Die Synthese der Stränge DNA1(pAzo), DNA2(pAzo), DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo) 

(Sequenzen siehe Tabelle 7) erfolgte bereits in der Masterarbeit vom Autor dieser Arbeit 

und wurde im Rahmen dieser Doktorarbeit reproduziert. Alle weiteren Experimente wurden 

im Rahmen dieser Doktorarbeit durchgeführt.  

Die Synthese der Stränge erfolgte unter Standardbedingungen der Phosphoramidit-Syn-

these im DMTrON-Modus. Lediglich die Kupplungszeit von 101 und 105 wurde auf 12 Mi-

nuten verlängert. Im DMTrON-Modus wird die letzte DMTr-Schutzgruppe nicht entfernt. Da 

nur das Volllängenprodukt diese unpolare DMTr-Schutzgruppe enthält, wird dies auf der 

RP-HPLC später eluiert. Dies erlaubt eine effiziente Abtrennung der Abbruchsequenzen. 

Die Abspaltung vom Festphasenmaterial erfolgte mit 32% aq. NH3 über Nacht bei Raum-

temperatur. Nachdem das Festphasenmaterial durch Filtration entfernt und das Filtrat ein-

geengt wurde, erfolgte die Aufreinigung per RP-HPLC (MeCN, 0,1 M TEAA). Die einge-

engten Fraktionen wurden mit Essigsäure versetzt, um die DMTr-Schutzgruppe zu entfer-

nen. Nach erneutem einengen und RP-HPLC wurden die Stränge sauber erhalten (analy-

tische RP-HPLC Spektren und massenspektrometrische Analyse siehe Abb. 226 und Ta-

belle 7). 
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Tabelle 7 Sequenzen und massenspektrometrische Analyse der synthetisierten Oligo-
nukleotide. 

Sequenzen Bezeichnungen berechnet gemessen 

5´-GCA TAA A pAzo A AAG GUG-3´ DNA1(pAzo) 4703,1 4703,0 

5´-CAC CTT T pAzo T TTA TGC-3´  DNA2(pAzo) 4538,0 4538,0 

5´-GCA TAA A mAzo A AAG GTG-3´ DNA1(mAzo) 4702,9 4703,0 

5´-CAC CTT T mAzo T TTA TGC-3´  DNA2(mAzo) 4538,0 4538,0 

3.2.3.2 Untersuchung von pAzo und mAzo im DNA Einzelstrang 

Analog zu den Studien von pAzo und mAzo in RNA wurden zu Beginn die photochemi-

schen Eigenschaften der Azobenzol C-Nukleoside im DNA Einzelstrang untersucht. Um 

die cis-zu-trans-Verhältnisse, also den Isomerisierungsgrad, anhand der gemessenen Ab-

sorption berechnen zu können, wurden zunächst Reinspektren der entsprechenden Pho-

toisomere im DNA Einzelstrang aufgenommen. Dazu wurden die Photoisomere der 

Stränge DNA1(pAzo), DNA2(pAzo), DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo) über AE-HPLC ge-

trennt. Ein Bespiel von DNA2(mAzo) ist in Abb. 134 gezeigt. Vor der HPLC wurde die 

Hälfte des in die HPLC injizierten Materials mit UV-Licht bestrahlt, um das cis-Isomer an-

zureichern. Dies liegt im thermischen Gleichgewicht nur bei ca. 10-15% vor (Daten nicht 

gezeigt). Das unpolarere trans-Isomer wird, analog zu den Studien von pAzo und mAzo 

in RNA, immer später eluiert. Von den getrennten Isomeren wurden in der HPLC UV/vis 

Absorptionsspektren aufgenommen. Mit diesen Werten konnte anhand Formel 1 der cis-

Anteil berechnet werden. Die Trennung der Photoisomere von DNA2(pAzo), war nicht aus-

reichend, weshalb dieses Konstrukt für die weiteren Untersuchungen im Einzelstrang nicht 

berücksichtigt wurde (siehe Abb. 227 und Abb. 228 für die Chromatogramme und Rein-

spektren von DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo)). 

 

Abb. 134 AE-HPLC Chromatogramm von DNA2(mAzo) (links) und die dazugehörigen in der HPLC aufgenom-
men UV/vis Absorptionsspektren der reinen isomeren Formen vom Azobenzol C-Nukleosid. Das Absorptions-
spektrum wurde am isosbestischen Punkt (λ = 248 nm) auf eins normiert. Die Hälfte des injizierten Materials 
wurde zuvor mit UV-Licht (λ = 365 nm) für 5 min bestrahlt. Für die kompletten UV/vis Absorptions-Reinspektren 
von DNA1(pAzo), DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo) siehe Abb. 228 im Anhang. 
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Wie bereits ausführlich in Abschnitt 1.4.3 und 3.2.2.2 diskutiert, unterliegen Azobenzole 

einer thermischen cis-zu-trans Relaxation. Diese ist abhängig von dem Substitutionsmus-

ter, der Temperatur und von der Umgebung des Azobenzols. Für eine Anwendung im bio-

logischen Kontext kann es hilfreich sein eine hinreichende Stabilität zu haben, um eine 

permanente oder wiederholende Bestrahlung während der Experimentdauer zu vermei-

den. Um den Einfluss von DNA auf die Stabilität des cis-Isomers zu untersuchen, wurden 

die kinetischen Parameter von DNA1(pAzo), DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo) bestimmt. 

Vor der Bestimmung der thermischen cis-zu-trans Relaxation wurden die DNA Stränge mit 

UV-Licht (365 nm) bestrahlt, um das cis-Isomer anzureichen. Dabei wurde so lange be-

strahlt, bis sich die Absorption bei λ = 332 nm (Maximum der π-π*-Bande des Azobenzols) 

nicht weiter änderte. Die Proben wurden für 24 h bei 20, 37 und 70 °C inkubiert und im 

Abstand von fünf Minuten wurden UV/vis Absorptionsspektren gemessen. Anhand Formel 

1 wurde der cis-Anteil berechnet. Die Spektren wurde am isosbestischem Punkt (λ = 248 

nm) normiert. Die thermische cis-zu-trans Relaxation ist in Abb. 135 am Beispiel von 

DNA2(mAzo) gezeigt. Die entsprechenden Diagramme von DNA1(pAzo) und 

DNA1(mAzo) befinden sich im Anhang (siehe Abb. 229).  

 

Abb. 135 Thermische cis-zu-trans Relaxation von DNA2(mAzo) bei 20 °C, 37 °C und 70 °C (links) und das 
Arrhenius Diagramm (rechts). Die cis Verhältnisse wurden anhand der gemessenen Absorption bei 332 nm mit 
Formel 1 bestimmt. Mit der Steigung der linearen Regression im Arrhenius Diagramm wurde die Aktivierungs-
energie bestimmt (siehe Formel 5). Die Messungen erfolgten in PBS Puffer (pH 7,4) und die Konzentration 
betrug 7 µM. Die entsprechenden Diagramme von DNA1(pAzo) und DNA1(mAzo) befinden sich im Anhang 
in Abb. 229. 

Da die thermische Relaxation eine Reaktion erster Ordnung ist, konnte die Reaktionsge-

schwindigkeit anhand Formel 3 und die Halbwertszeit anhand Formel 4, sowie die Akti-

vierungsenergie anhand Formel 5 berechnet werden. 

Die vollständigen kinetischen Parameter sind in Tabelle 8 zu finden. Alle Azobenzol-modi-

fizierten Stränge haben eine sehr hohe Schaltamplitude von mehr als 96% des cis und 

mehr als 97% des trans-Isomers. pAzo und mAzo haben in DNA eine ausgesprochen 

hohe thermische Stabilität bei 20 °C. Die Halbwertszeit beträgt zwischen 28 (DNA1(pAzo)) 

und 43 Tagen (DNA1(mAzo)). Selbst bei 37 °C besitzen sie eine ausgezeichnete Stabilität 

mit einer Halbwertszeit von 63 h für DNA1(pAzo) bis 107 h von DNA1(mAzo). Die Stabilität 
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in diesem Zeitraum ist wahrscheinlich für (fast) alle biologischen Experimente ausreichend. 

Bei 70 °C sinkt die Halbwertszeit auf 2,2 h für DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo) und 1 h für 

DNA1(pAzo). Analog zu den Ergebnissen von pAzo und mAzo in RNA (siehe Tabelle 3) 

und anderen meta-verknüpften Azobenzolen[184,191], ist die thermische Relaxation von 

DNA1(pAzo) schneller als von DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo). Im Vergleich zu den Mo-

nomeren pAzo und mAzo, sinkt die Halbwertszeit bei 70 °C und 37 °C durch den Einbau 

in DNA (z.B. von 4,3 h auf 1,0 h bei 70 °C und von 97 h auf 63 h bei 37 °C für pAzo und 

DNA1(pAzo)). Dies ist anders als bei pAzo und mAzo in RNA, wo die thermische cis-zu-

trans Relaxation bei 37 °C zwar verlangsamt, bei 70 °C jedoch beschleunigt wurde (siehe 

Tabelle 3).  

Tabelle 8 Kinetische Parameter für die thermische Relaxation von DNA1(pAzo), 

DNA2(mAzo) und DNA2(mAzo) (7 µM in PBS Puffer, pH 7,4) bei 20 °C, 37 °C und 

70 °C.  

 max. % 
cis 

T [°C] k [s-1] t1/2 [h] EA [kJꞏmol-1] 

  70 (1,9 ± 0,2)ꞏ10-4 1,0 ± 0,1  

DNA1(pAzo) 96 37 (3,1 ± 0,1)ꞏ10-6 63 ± 1 110 ± 1 

  20 (2,9 ± 0,6)ꞏ10-7 673 ± 130  

  70 (8,9 ± 0,2)ꞏ10-5 2,2 ± 0,1  

DNA1(mAzo) 98 37 (1,8 ± 0,1)ꞏ10-6 107 ± 4 104 ± 1 

  20 (1,9 ± 0,4)ꞏ10-7 1041 ± 213  

  70 (8,9 ± 0,2)ꞏ10-5 2,2 ± 0,1  

DNA2(mAzo) 96 37 (2,0 ± 0,1)ꞏ10-6 95 ± 2 101 ± 1 

  20
  

(2,4 ± 0,3)ꞏ10-7 796 ± 94  

 
Generell war die thermische Relaxation von pAzo und mAzo in DNA schneller als in RNA. 

Dies lässt darauf schließen, dass die geometrische Form der Nukleinsäure eine entschei-

dende Rolle spielt. Der Einbau von pAzo und mAzo in DNA führte zu einer Erhöhung der 

Aktivierungsenergie von 84 kJꞏmol-1 für pAzo zu 110 kJꞏmol-1 für DNA1(pAzo) 

(ΔEA = 26 kJꞏmol-1) und von 62 kJꞏmol-1 für mAzo auf 104 kJꞏmol-1 für DNA1(mAzo) 

(ΔEA = 42 kJꞏmol-1) und auf 101 kJꞏmol-1 für DNA2(mAzo) (ΔEA = 39 kJꞏmol-1). Diese Un-

terschiede waren ausgeprägter als im Falle von RNA, bei denen die Aktivierungsenergien 

nur um 12 kJꞏmol-1 für pAzo und RNA1(pAzo), sowie 28.7 kJꞏmol-1 für mAzo und 

RNA1(mAzo) anstiegen. Ähnlich wie im Falle von RNA, hatte die thermische cis-zu-trans 

Isomerisierung von DNA1(pAzo) eine leicht höhere Aktivierungsenergie im Vergleich mit 

DNA1(mAzo) und DNA2(mAzo). 
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Da viele Anwendungen repetitive Isomerisierungen benötigen, wurde die Ermüdung von 

pAzo und mAzo in DNA untersucht. Dazu wurden die Stränge 20-Mal abwechselnd für 

60 s mit UV (365 nm) und sichtbarem Licht (420 nm) bestrahlt (für Beispiel an 

DNA2(mAzo) siehe Abb. 136; für DNA1(pAzo) und DNA1(mAzo) siehe Abb. 230 im An-

hang). 

 
Abb. 136 Ermüdungsresistenzstudien von DNA2(mAzo). Der DNA Strang (7 µM) wurde abwechselnd 20x mit 
UV-Licht (365 nm, 300 mW, 60s, lila) und sichtbarem Licht (420 nm, 300 mW, 60s, blau) bestrahlt. Das cis-
Verhältnis wurde anhand Formel 1 mit den normalisierten UV/vis Absorptionsspektren berechnet. Die entspre-
chenden Spektren von DNA1(pAzo) und DNA1(mAzo) befinden sich im Anhang (Abb. 230). 

Alle Azobenzol-modifizierten Stränge zeigen nach 20 Bestrahlungs- bzw. Isomerisierungs-

zyklen keine Ermüdung. Dies sollte eine ausreichende Stabilität für viele biologische Ex-

perimente bedeuten. Azobenzole haben im Allgemeinen eine sehr hohe Ermüdungsresis-

tenz, was auch für die Monomere pAzo und mAzo bestätigt wurde (Daten nicht ge-

zeigt).[211] 

Zusammenfassend zeigen pAzo und mAzo auch im Kontext von DNA eine exzellente ther-

mische Stabilität über einen breiten Temperaturbereich. Zudem zeigen sie keine Ermüdung 

bei repetitiver Isomerisierung. Dies macht pAzo und mAzo in DNA zu guten Kandidaten 

für die Regulation von Nukleinsäuren, auch bei lang andauernden Experimenten. 

3.2.3.3 Untersuchungen von pAzo und mAzo im DNA Doppelstrang 

Neben thermischer Stabilität, Ermüdungsresistenz und Schaltamplitude ist die photoindu-

zierte (De-)Stabilisierung eines DNA Doppelstranges eine wichtige Eigenschaft von 

Azobenzol-modifizierten Nukleinsäuren. Um dies zu untersuchen, wurden Schmelzpunkt-

studien von 16 DNA Doppelsträngen (siehe Tabelle 9) jeweils im trans- und cis-Zustand 

der Azobenzole durchgeführt. Dabei wurden verschiedene Anordnungen untersucht, bei 

denen das Azobenzol gegenüber einer Base („Displacement Motiv“), zusätzlich eingebaut 

(„wedge Motiv“) oder nebeneinander in gegenüberliegenden Strängen eingebaut ist („Di-

mer Motiv“) (siehe Abb. 30 für eine schematische Darstellung der verschiedenen Motive). 
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Da das Azobenzol größer ist als eine Nukleobase (siehe Abb. 129), wurden im „Displace-

ment Motiv“ nur Pyrimidin-Basen gegenüber dem Azobenzol verwendet, da diese kleiner 

sind als Purinbasen. Abgesehen vom „Dimer Motiv“, wurden nur Doppelstränge mit einem 

Azobenzol vermessen, um kooperative Effekte auszuschließen und somit zielgerichteter 

Informationen über eine günstige Anordnung von pAzo und mAzo in DNA zu erhalten. 

Vor den Schmelzpunktmessungen wurden die Doppelstränge bei 60 °C mit UV-Licht oder 

sichtbarem Licht bestrahlt, bis die Absorption der π-π*-Bande des Azobenzols bei 332 nm 

konstant war. Die höhere Temperatur sollte den Doppelstrang aufschmelzen, um somit 

sterische Hinderung von der RNA auf die Isomerisierung zu vermeiden. Dies sollte eine 

möglichst effiziente Isomerisierung ermöglichen (vgl. Kapitel 3.2.2.1). Die Messung der 

Schmelzpunkte erfolgte von 20 °C bis 60 °C mit einer Temperaturrampe von 1 °C ꞏ min-1. 

Während bei pAzo und mAzo in RNA die Temperaturmessung am Heizblock erfolgte, wur-

den bei den Schmelzpunktmessungen der DNA Doppelstränge Temperaturfühler in der 

Probe verwendet. Dies hatte den Vorteil, dass die Temperaturunterschiede zwischen Heiz-

block und Probe vernachlässigt und somit auch bei einer schnellen Temperaturrampe im-

mer akkurate Werte erhalten werden konnten. Anhand der relativ niedrigen thermischen 

Rate bei 70 °C war zu erwarten, dass eine permanente Bestrahlung während der Messung 

nicht nötig sei. Deshalb wurden die Stränge beim Vermessen des cis-Isomers nach jedem 

Zyklus, also einmal Hochheizen und Abkühlen, erneut bestrahlt. Zudem wurden UV/vis 

Absorptionsspektren der Doppelstränge vor und nach einem Zyklus aufgenommen, um die 

Stabilität des cis-Isomers zu verifizieren. Ein Beispiel einer Schmelzpunktkurve, sowie das 

Absorptionsspektrum vor und nach einem Zyklus ist in Abb. 137 am Beispiel von 

DNA1(C)/DNA2(mAzo) dargestellt. Da kein Unterschied in der Absorption vor und nach 

einem Zyklus zu vorhanden war, zeigte sich, dass das Azobenzol keiner thermischen cis-

zu-trans Relaxation während den Messungen unterlag und somit keine permanente Be-

strahlung nötig war. 

 
Abb. 137 Schmelzpunktkurve (links) von DNA1(C)/DNA2(mAzo) im trans (schwarz gestrichelt) und cis (grau) 
Zustand. Aus dem Wendepunkt des sigmoidalen Verlaufs der Schmelzpunktkurve wurde der Schmelzpunkt TM 
bestimmt. Die Hyperchromizität ist auf der Sekundärachse gezeigt und wurde anhand Formel 6 berechnet. 
Das UV/vis Absorptionsspektrum vor und nach einem Zyklus, sowie nach Belichtung bei 420 nm ist links ge-
zeigt.  
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Eine Übersicht der Ergebnisse der Schmelzpunktstudien ist in Tabelle 9 zu finden.  

Tabelle 9 Ergebnisse der Schmelzpunktstudien von pAzo und mAzo 

in den Sequenzen:[a] 

DNA1(N1): 5’-GCA TAA AN1A AAG GTG-3’ 

DNA2(N2): 3’-CGT ATT TN2T TTC CAC-5’ 

  TM [°C]  

N1 N2 trans cis ΔTM
[b] 

- -         50,9 (nativ)  

pAzo - 51,0 47,6 3,5 

pAzo T 47,1 44,7 2,3 

pAzo C 49,0 46,4 2,6 

- pAzo 45,7 44,6 1,1 

T pAzo 44,3 42,5 1,8 

C pAzo 44,4 42,3 2,2 

mAzo - 49,0 47,1 1,9 

mAzo T 45,2 40,5 4,6 

mAzo C 48,1 44,5 3,6 

- mAzo 48,4 44,7 3,6 

T mAzo 46,2 42,0 4,2 

C mAzo 46,8 42,1 4,8 

pAzo pAzo 48,0 46,4 1,6 

pAzo mAzo 48,7 46,3 2,4 

mAzo pAzo 46,2 46,1 0,1 

mAzo mAzo 49,8 46,7 3,1 
[a] Der Schmelzpunkt des native DNA Duplex ohne die Basen N1 und 

N2 liegt bei 50.9 °C. [b] ΔTM = TM(trans)-TM(cis). 5 µM, PBS Puffer (pH 

7.4). Die Stränge mit N1,N2 = -, T, C wurden von Biomers bezogen. 

Es wurden mindestens drei Zyklen gemessen. Die Fehler betragen 

weniger als ±0,5 °C. 

Der höchste Schmelzpunkt konnte für den Duplex DNA1(pAzo)/DNA2 im trans-Zustand 

mit 51,0 °C erzielt werden. Dieser ist gleich zu dem Schmelzpunkt des nativen Doppel-

stranges DNA1/DNA2 mit 50,9 °C. Das zeigte, dass pAzo in RNA1 bei Verwendung eines 

„wedge Motives“ effizient in den Basenstapel interkalieren konnte, ohne dabei die Stabilität 

des DNA Doppelstranges zu reduzieren. Allgemein besaß das „wedge Motiv“ in allen Se-

rien (mit einem Azobenzol pro Doppelstrang) sowohl im trans- als auch im cis-Zustand 

immer den höchsten Schmelzpunkt. Dies könnte bedeuten, dass sowohl das cis- also auch 

das trans-Isomer im „wedge“ Motiv ohne viel Störung in die Doppelstränge eingebaut wer-

den konnte oder das cis-Isomer in einer Furche lokalisiert war und die native Stabilität des 

Doppelstranges wenig beeinflusste. Die geringfügige Störung der Doppelstränge in der cis-

Form im „wedge Motiv“ führte zu einem geringen (De-)Stabilisationseffekt. Während im Fall 

von DNA1(pAzo) mit dem „wedge Motiv“ der höchste (De-)Stabilisationseffekt (ΔTM = 3,5 

°C) erzielt werden konnte, konnten im Falle von DNA2(pAzo) (ΔTM = 1,1 °C), DNA1(mAzo) 
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(ΔTM = 2,2 °C) und DNA2(mAzo) (ΔTM = 3,6 °C) die geringsten ΔTM-Werte der entspre-

chenden Serie beobachtet werden. Der Trend, dass der trans-Zustand im „wedge Motiv“ 

zu den höchsten Schmelzpunkten führte, konnte auch für pAzo und mAzo in RNA beo-

bachtet werden (siehe Tabelle 4). Bei diesen Studien konnte lediglich durch die Verwen-

dung einer AP-Stelle höhere Schmelzpunkte vermessen werden. In den Studien von pAzo 

und mAzo in DNA wurde auf die Untersuchung mit einer AP-Stelle verzichtet. Im Vergleich 

mit pAzo zeigte mAzo immer eine stärkere lichtinduzierte Duplex (De-)Stabilisierung. So-

mit lagen die durchschnittlichen ΔTM-Werte bei 2,3 °C für pAzo und ΔTM = 3,8 °C für mAzo 

modifizierte Stränge (mit einem Azobenzol). Der höchste ΔTM-Wert konnte für den Duplex 

DNA1(C)/DNA2(mAzo) mit 4,8 °C erzielt werden. Interessanterweise war diese Kombina-

tion auch die effektivste im Falle von RNA. Ähnlich effizient konnten die Doppelstränge 

DNA1(mAzo)/DNA2(T) (ΔTM = 4,6 °C) und DNA1(T)/DNA2(mAzo) (ΔTM = 4,2 °C) reguliert 

werden. In RNA zeigten diese Duplexe nur moderate (De-)Stabilisierungseffekte. Die Ver-

wendung von pAzo und mAzo im „Dimer Motiv“ reduziert allgemein dramatisch die photo-

induzierte (De-)Stabilisierung von DNA Doppelsträngen. Der Duplex 

DNA1(mAzo)/DNA2(pAzo) zeigte annähernd keine Veränderung der thermischen Stabili-

tät nach Belichtung (ΔTM = 0,1 °C). Lediglich für den Duplex DNA1(mAzo)/DNA2(mAzo) 

konnte ein moderater ΔTM mit 3,1 °C erzielt werden. Interessanterweise war bei diesem 

Duplex der Schmelzpunkt des trans-Zustandes ähnlich zu dem des nativen Doppelstran-

ges. Anscheinend konnte mAzo im „Dimer Motiv“ effizient in den Duplex integriert werden. 

In den Studien mit RNA zeigte das „Dimer Motiv“ hingehen durchgehend hohe (De-)Stabi-

lisierungseffekte. 

Um pAzo und mAzo im Kontext von DNA mit dem etablierten tAzo Photoschalter zu ver-

gleichen, wurden auch diese Oligonukleotide untersucht. Die Stränge wurden vom Arbeits-

kreis Asanuma bereitgestellt. 

Tabelle 10 Ergebnisse der Schmelzpunktstudien von tAzo in den Se-

quenzen:[a]     DNA1(N1): 5’-GCA TAA AN1A AAG GTG-3’ 

              DNA2(N2): 3’-CGT ATT TN2T TTC CAC-5’ 

N1  N2 TM(trans) TM(cis) ΔTM
[a] 

tAzo - 51,8 48,9 2,8 

tAzo T 48,5 44,4 4,1 

tAzo C 50,5 47,3 3,2 

- tAzo 52,5 47,6 4,8 

T tAzo 54,3 50,0 4,3 

C tAzo 45,0 44,0 1,0 

tAzo tAzo 56,2 54,2 1,9 

[a] ΔTM = TM(trans)-TM(cis) 
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tAzo zeigt im trans-Zustand im „Dimer Motiv“ den höchsten Schmelzpunkt (TM = 56,2 °C), 

welcher deutlich über dem Schmelzpunkt des nativen Duplex (TM = 50,9 °C) liegt. Der fle-

xible D-Threoninol-Linker erlaubt dabei vermutlich eine effiziente Interkalation des Azoben-

zol Chromophors in den Basenstapel und kann somit die Stabilität des Doppelstranges 

erhöhen. Da im „Dimer Motiv“ aber auch der cis-Zustand einen hohen Schmelzpunkt hat, 

ist der gesamte lichtinduzierte (De-)Stabilisierungseffekt eher gering (ΔTM = 1,9 °C). Wäh-

rend mit DNA2(tAzo) der höchste aller ΔTM-Wert mit dem „wedge Motiv“ erzielt werden 

konnte (ΔTM = 4,8 °C), war im Falle von DNA1(tAzo) das „wedge Motiv“ die ungünstigste 

Kombination und ergab in dieser Serie den niedrigsten ΔTM-Wert (2,8 °C). Obwohl das 

„wedge Motiv“ das am meistens verwendeten Motiv von tAzo ist, scheint dessen Effizienz 

doch stark sequenzabhängig zu sein. 

Auffällig ist auch, dass die extrem hohen ΔTM-Werte (z.B. 14 °C) aus der Literatur von 

Asanuma et al.[194] hier nicht bestätigt werden konnten. Ob das an den Sequenzen, der 

Länge der DNA liegt oder den experimentellen Bedingungen bleibt ungeklärt. tAzo wurde 

zum Beispiel in einem 8-mer zusätzlich in der Mitte eingebaut und zeigte einen ΔTM-Wert 

von 14,3 °C.[194] Selbstverständlich ist der Effekt der (De-)Stabilisierung bei einer kürzeren 

Nukleinsäure stärker, da die Isomerisierung die in der Nähe befindlichen Basen stärker 

beeinflusst, als die weiter entfernten und somit der Gesamteffekt stärker ist. Zusätzlich 

mussten in der hier vorliegenden Studie die Doppelstränge mit tAzo auf 85 °C erwärmt und 

wiederholt mit UV-Licht bestrahlt werden, jedoch konnte trotzdem nicht in allen Fällen eine 

vollständige Isomerisierung erreicht werden. 

Im Vergleich der (De-)Stabilisierungseffekte von pAzo und mAzo mit tAzo (siehe Tabelle 

11) zeigt sich, dass mAzo eine höhere durchschnittliche Destabilisierung hat als tAzo 

(ΔTMØ(mAzo)= 3,7 °C und ΔTMØ(tAzo)= 3,2 °C). pAzo zeigt den geringsten Effekt mit 

ΔTMØ(pAzo)= 2,2 °C. Die höchsten Destabilisierungseffekte nach trans-zu-cis Isomerisie-

rung von tAzo und mAzo sind ähnlich und wurden für DNA1(C)/DNA2(mAzo), 

DNA1(mAzo)/DNA2(T) und DNA1/DNA2(tAzo) mit ΔTM = 4,6-4,8 °C gemessen. 
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Tabelle 11 Vergleich der Duplex Destabilisierungseffekte nach trans-zu-

cis Isomerisierung von pAzo, mAzo und tAzo im Duplex 

DNA1(N1)/DNA2(N2). 

N1 N2 ΔTM
[b]

 

(Azo=pAzo) 

ΔTM
[a]

 

(Azo=mAzo) 

ΔTM
[a]

 

(Azo=tAzo)[b] 

Azo - 3,5 1,9 2,8 
Azo T 2,3 4,6 4,1 

Azo C 2,6 3,6 3,2 
- Azo 1,1 3,6 4,8 
T Azo 1,8 4,2 4,3 
C Azo 2,2 4,8 1,0 
Azo Azo 1,6 3,1 1,9 
               Ø 2,2 3,7 3,2 

[a] ΔTM = TM(trans)-TM(cis); [b] Die tAzo modifizierten Stränge wurden von 

der Arbeitsgruppe Asanuma bereitgestellt. 

Wie in Kapitel 1.4.4 und 3.2.2.1 beschrieben ist die trans-zu-cis Isomerisierung von tAzo 

im Duplex bei Raumtemperatur nur beschränkt möglich. Um zu untersuchen, ob eine Iso-

merisierung von pAzo und mAzo im DNA Duplex vollständig möglich ist und dies mit tAzo 

zu vergleichen wurde das temperatur- und bestrahlungszeitabhängige Isomerisierungsver-

hältnis bestimmt. Da die (De-)Stabilisierungseffekte mit Azobenzolen in DNA2 effektiver 

waren, wurden diese im „wedge Motiv“ untersucht. Um die cis-Verhältnisse zu bestimmen 

wurde versucht Reinspektren der cis- und trans-Photoisomere im DNA Duplex aufzuneh-

men. Analog zu den Studien von pAzo und mAzo im DNA und RNA Einzelstrang und RNA 

Duplex, wurde versucht die Isomere in der AE-HPLC zu trennen und die entsprechenden 

Reinspektren aufzunehmen. Dafür wurde zuvor ein Teil der injizierten Probe mit UV-Licht 

bestrahlt, um das cis-Isomer anzureichern. Für die pAzo und mAzo modifizierten Doppel-

stränge DNA1/DNA2(pAzo) und DNA1/DNA2(mAzo) konnten keine hinreichenden Tren-

nungen erreicht werden, weshalb mit diesen Doppelsträngen das cis-Verhältnis nicht be-

stimmt werden konnte. Die vollständige Isomerisierung wurde bei diesen Doppelsträngen 

anhand der relativen Absorptionsänderung bestimmt. Für den tAzo modifizierten Duplex 

(DNA1/DNA2(tAzo)) konnten die Isomere getrennt werden (siehe Abb. 138), sodass in 

diesem Fall das cis-Verhältnis anhand Formel 1 bestimmt werden konnte. 

 

Abb. 138 AE-HPLC Chromatogramm von DNA1/DNA2(tAzo) zur Trennung der cis (orange) und trans (blau) 
Isomere (links). Die entsprechenden UV/vis Absorptionsspektren der Isomere (rechts). Die Absorption wurde 
am isosbestischen Punkt (λ = 248 nm) auf eins normiert. 
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Als Ausgangspunkt wurden die Doppelstränge bei 75 °C mit UV- oder sichtbarem Licht 

bestrahlt. Da diese Temperatur deutlich über der Schmelztemperatur des Doppelstranges 

(50,9 °C) liegt, sollte dies eine vollständige Isomerisierung ermöglichen. Die Stränge wur-

den auch während des Abkühlens bestrahlt um eine thermische cis-zu-trans Relaxation 

weitestgehend zu verhindern. Alle Duplexe konnten bei Bestrahlung mit sichtbarem Licht 

(λ = 420 nm, 300 mW) bei Raumtemperatur innerhalb von 60 Sekunden in einen photosta-

tionären Zustand (trans-Isomer) überführt werden, welcher sich auch nach zusätzlicher Be-

strahlung für fünf Minuten bei 75 °C nicht mehr änderte (siehe Abb. 139, rote Linie).  

 
Abb. 139 Temperatur- und bestrahlungszeitanhängige cis-zu-trans (rote Linie) und trans-zu-cis (blaue Linie) 
Isomerisierung von DNA1/DNA2(pAzo), DNA1/DNA2(mAzo) und DNA1/DNA2(tAzo). Vor der jeweiligen Mes-
sung wurden die Duplexe durch Bestrahlung mit UV- oder sichtbarem Licht in einen photostationären Zustand 
der cis- und trans-Isomere überführt, welcher sich durch weitere Bestrahlung nicht mehr änderte. Ausgehend 
von diesem Zustand wurden die Proben 300 s bei Raumtemperatur bestrahlt und nach 10, 20, 30, 40, 50, 60, 
75, 90, 120, 180 und 300 s wurden UV/Vis Absorptionsspektren aufgenommen. Im Anschluss der Messungen 
wurden die Duplexe weitere 300 s bei 75 °C mit UV- oder vis-Licht bestrahlt. Die Spektren wurden am isosbes-
tischen Punkt auf 1 normiert. Das cis-Verhältnis im Falle von DNA1/DNA2(tAzo) wurde anhand Formel 1 
bestimmt. Die hellroten Kästen symbolisieren, dass in diesen Bereichen bei 75 °C bestrahlt wurde. 

Diese vollständige temperaturunabhängige cis-zu-trans Isomerisierung wurde bereits für 

die RNA modifizierten Duplexe beobachtet und von Asanuma et al.[194] für tAzo im Kontext 

von DNA. Die pAzo- und mAzo-modifizierten Stränge konnten auch durch die Bestrahlung 

mit UV-Licht in einen photostationären Zustand überführt werden, welcher sich nicht weiter 

durch Bestrahlung bei erhöhter Temperatur änderte. Die fehlenden Reinspektren verhin-

dern eine exakte Quantifizierung des Isomerisierungsverhältnis. Trotzdem wird aufgrund 

der sehr niedrigen Absorption bei 332 nm von einer trans-zu-cis Isomerisierung ausgegan-

gen, bei der mehr als 90% in der cis-Form vorliegen. Im Gegensatz dazu, konnte bei Raum-

temperatur der Duplex DNA1/DNA2(tAzo) nur zu 55% in die cis-Form isomerisiert werden. 



      
 

142   Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Azobenzol C-Nukleosiden 

Erst die Bestrahlung für weitere fünf Minuten bei 75 °C erlaubte eine vollständige trans-zu-

cis Isomerisierung.   

Diese Ergebnisse sind ähnlich zur Literatur, in denen z.B. Asanuma et al.[203] nur 20-40% 

des cis-Isomers durch Bestrahlung bei 37 °C anreichern konnten. Durch mehrfachen Ein-

bau von tAzo konnte zwar die Hybridisierung bei Raumtemperatur reversibel gesteuert 

werden, obwohl diese nur zu 40% nach cis isomerisierten.[338] Allerdings mussten dazu 14 

tAzo Modifikationen im „interstrand wedge Motiv“ in einem 10mer DNA Duplex verwendet 

werden. Durch die hohe Anzahl an Modifikationen und die Notwendigkeit diese in den Vor-

wärts- und Rückwärtsstrang einzubauen, nimmt die Spezifität der Nukleinsäure stark ab 

und schränkt somit eine Anwendung im biologischen Kontext ein. Ginger et al.[212]unter-

suchten die Sequenzabhängigkeit der Isomerisierungsquantenausbeute von tAzo. Sie 

zeigten, dass der Einbau von tAzo in ssDNA zu einer 40%ig und im Doppelstrang sogar 

um 94%ig verminderten Quantenausbeute führte. Eine AP-Stelle gegenüber tAzo oder 

eine Fehlpaarungsstelle führte zu einer zwei- bis dreifach besseren Quantenausbeute. Da-

raus konnte Ginger folgern, dass der Schmelzpunkt eines Doppelstranges, sowie steri-

scher Anspruch die trans-zu-cis Photoisomerisierungseffizienz beeinflusst. Dies wurde mit 

einem Hula-Twist- bzw. Rotations-Isomerisierungsmechanismus begründet, der viel Platz 

benötigt[213] (Diskussion dazu siehe Abb. 33 und Ende von 1.4.4 sowie Ende von 3.2.2.1). 

Liang et al.[215]   verwendeten einen Glycol-basierten Linker (gAzo, siehe Abb. 29) für die 

lichtinduzierte Regulation der Duplexstabilität bei Raumtemperatur. Sie zeigten, dass die 

trans-zu-cis-Isomerisierung bei Raumtemperatur in einem 20nt Doppelstrang zu 75% er-

folgte. Durch den Einbau von neun gAzo Photoschaltern in ein 20mer DNA Doppelstrang 

im „wedge Motiv“ konnten bei Raumtemperatur 70% eines Doppelstranges reversibel hyb-

ridisiert werden. 

Die Ergebnisse dieser Studie und der Vergleich mit der Literatur zeigen erneut, dass der 

Linker eine entscheidende Rolle in der reversiblen Lichtregulation der Duplexstabilität 

spielt.  

In fortsetzenden Studien könnte der Einfluss der Basen neben dem Azobenzol und neben 

der gegenüberliegenden Base untersucht werden. Weiterhin könnte überprüft werden, ob 

eine gegenüberliegende Purinbase, wie angenommen, tatsächlich die Effizienz verringert. 

Dies würde Aufschluss darüber geben, an welcher Position mAzo und pAzo die höchste 

Effektivität besitzen. Auch die Untersuchung von kooperativen Effekten wäre sehr interes-

sant, um die notwendige Anzahl der Azobenzole zu bestimmen, die das reversible Disso-

ziieren und Assoziieren eines Duplexes bei Raumtemperatur erlauben würden.  
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3.2.4 Neue Generation von Azobenzol C-Nukleosiden 

Die chemische Synthese von pAzo und mAzo hat zwei Nachteile: Ersten können unter 

diesen Bedingungen nur Desoxyribo-C-Nukleoside erhalten werden. Mit einem anderen 

Syntheseweg soll auch der Zugang zu 2’OH- oder 2’OMe-substituierten Azobenzol C-Nuk-

leosiden (2‘OH pAzo, 2‘OH-mAzo, 2’OMe-pAzo, 2‘-OMe-mAzo; siehe Abb. 141 und 

Abb. 142) möglich sein. Dies sollte in fortsetzenden Studien den Einfluss von Substituen-

ten am Linker auf die reversible, lichtgesteuerte Hybridisierung von Nukleinsäuren ermög-

lichen. Möglicherweise könnte durch die Verwendung des passenden Linkers zur verwen-

deten Nukleinsäure noch weniger Störung der helikalen Struktur der Nukleinsäure erzielt 

werden (z.B. durch die C2‘-endo oder C3‘-endo-Konformation des Linkers). Zweitens ist 

ein Problem bei der Synthese der Azobenzol C-Nukleoside pAzo und mAzo das Hochska-

lieren des Reaktionsansatzes. Dabei ist die Palladium-katalysierte Heck-Kreuzkupplung 

der limitierende Schritt. Ein reines Hochskalieren der verwendeten Reagenzien lieferte 

nicht mehr Ausbeute. Es erwies sich am effektivsten zwischen 200 und 400 mg des Glycals 

97 einzusetzen. Es wurde auch versucht die Synthese in der Mikrowelle durchzuführen. 

Reaktion in der Mikrowelle haben oft kürzere Reaktionszeiten, wodurch der Durchsatz er-

höht werden könnten.[341] Doch auch unter diesen Bedingungen konnte nur ein sehr gerin-

ger Umsatz beobachtet werden.  

C-Nukleoside lassen sich auf mehrere Weisen herstellen.[342] Neben der Heck-Kupplung 

mit dem Glycal können C-Nukleoside auch unter anderem mit einem Hoff‘schen Chlorzu-

cker 106 oder mit einem Ribonolacton 107 hergestellt werden.  
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Abb. 140 Synthesewege zur Darstellung von C-Nukleosiden. Nukleophile Addition eines Metallarlys mit einem 
Ribonolacton 107 (oben). Nach der nukleophilen Addition mit dem Metallaryl wird das entstehende Halbacetal 
mit Triethylsilan und Bortrifluoriddiethyletherat reduziert. Im letzten Schritt werden die Benzyl-Schutzgruppen 
mit BBr3 entfernt. Alternativ kann dies auch hydrogenolytisch durchgeführt werden. Die Umsetzung eines 
Hoff’schen Chlorozucker-Derivates 106 mit einem Metallaryl ist unten gezeigt. Säurekatalysiert durch Epimeri-
sierung kann das β-Anomer angereichert werden. Nach basischer Abspaltung der Benzoyl-Schutzgruppen wird 
das C-Nukleosid 113 erhalten. 

 

3.2.4.1 Syntheseübersicht von 2’OH-pAzo und 2’OH-mAzo und deren Derivatisierung 

Da die Synthese mit dem Hoff’schen Chlorozucker häufig nicht selektiv zum β-Anomer 

führt,[342] wurde die Synthese mit dem Ribonolacton durchgeführt. 

Die Synthese von 2‘OH-pAzo und 2‘OH-mAzo startete ausgehend von Iodazobenzol 114, 

welches nach Lithiierung 115 an ein 1,4-Ribonolacton 116 addiert. Nach Deoxygenierung 

118 und Abspaltung der benzylischen Schutzgruppen sollten 2’OH-pAzo und 2’OH-mAzo 

erhalten werden.  

Ein Vorteil dieser Syntheseroute ist, dass 2’OH-pAzo und 2‘OH-mAzo in wenigen Schrit-

ten derivatisiert werden könnten (siehe Abb. 142). Durch Methylierung der 2‘-OH Gruppe 

könnte ein Methoxy-RNA Linker 120 hergestellt werden. In Anlehnung an Marx et al.[343] 

könnte durch eine Barton-McCombie Deoxygenierung[344] der 2‘-OH Gruppe ein Desoxyri-

bose-Linker 119 erhalten werden. 
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Abb. 141 Syntheseübersicht zur Darstellung von 2’OH-pAzo. Durch ein Metall-Halogen-Austausch von p-Io-
dazobenzol 114 und nBuLi wurde Lithiumazobenzol 115 erhalten.[345] Dieses wurde in situ mit dem Benzyl-
geschützten Ribonolacton 116 zum Halbacetal 117 umgesetzt. Reduktion mit Triethylsilan und Bortrifluoriddiet-
hyletherat ergab 118. Die Entfernung der Benzyl-Schutzgruppen mit BBr3 liefert 2’OH-pAzo. 

 

Abb. 142 Derivatisierungsoptionen von 2’OH-Azo (Azo= pAzo, mAzo). Die 2‘-OH-Gruppe der Ribose könnte 
in einer Barton-McCombie Reaktion[344] mit Tributylzinnhydrid und AIBN zu pAzo oder mAzo deoxygeniert 
werden (in Anlehnung an Marx et al.[343];  eventuell zuvor Schutzgruppen-Strategie notwendig) und unter den 
in Kapiteln 1.5 und 3.2.3.1 genannten Bedingungen in Nukleinsäuren eingebaut werden. Zusätzlich könnte 
durch Methylierung (mit z.B. Methyliodid) 2’OMe-RNA Nukleotide erhalten werden. 

3.2.4.2 Synthese von 2‘OH-pAzo und 2‘OH-mAzo 

Die Synthese von 2‘OH-pAzo und 2‘OH-mAzo startet ausgehend von 4-Iodazobenzol 114 

bzw. 3-Iodazobenzol 119. Diese wurden mit nBuLi in einem Lithium-Halogen-Austausch 

zu den Lithiumazobenzolen 115 und 120 umgesetzt. Metall-Halogen-Austausche am 

Azobenzol sind problematisch, da Organolithiumverbindungen an die Azo-Gruppe addie-

ren können, wodurch mehrfach substituierte Hydrazine entstehen können.[346] Kawashima 

et al.[347] lithiierten Azobenzole bei Temperaturen von -105 °C in THF, während Dötz et 

al.[348] beschrieben, dass bei der Verwendung von THF Reduktionen der Azo-Gruppe auf-
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traten und empfahlen die Verwendung von Diethylether als Lösungsmittel.[348] Da unter die-

sen Bedingungen von Dötz et al.[348] jedoch nur ein geringer Umsatz beobachtet werden 

konnte, wurden die Synthesebedingungen von Hanaya et al.[345] verwendet. Die Lithiierung 

des Iodazobenzols mit nBuLi erfolgte bei -78 °C, wobei das Reaktionsgemisch kurzzeitig 

auf -20  °C erwärmt wurde, um einen vollständigen Umsatz zu garantieren. Da der weitere 

Umsatz vom Lithiumazobenzol bei niedriger Temperatur durchgeführt werden sollte, wurde 

das Lithiumazobenzol erneut auf -78 °C gekühlt. Um eine möglichst inerte Atmosphäre zu 

garantieren, wurde das Lithiumazobenzol mit einer Doppelnadel zum 2,3,5-Tri-O-benzyl-

D-ribono-1,4-lacton 116 bei -78 °C überführt. Durch das Justieren von Vakuum und Argon-

Überdruck wurde ein ständiges Fließen der Lösung garantiert, da ansonsten die Kanüle 

schnell verstopfte. Die Produkte 117 und 121 wurden in 60% und 53% Ausbeute über zwei 

Schritte erhalten. 

 

Abb. 143 Lithiierung von Iodazobenzol 114 und 119 mit nBuLi nach Hanaya et al.[345] bei -78 °C → -20 °C 
(links). Die Umsetzung vom Benzyl-geschütztem 1,4-Ribonolacton 116 mit Lithiumazobenzol 115 und 120 bei 
-78 °C in Et2O für 5 h. Die Gesamtausbeute beider Schritte betrugen 60% für 117 und 53% für 120. 

Das instabile Halbacetal kann im Gleichgewicht zwischen offener (Keto) und geschlosse-

ner (Halbacetal) Form vorliegen.[342] Im Falle von sehr elektronenreichen Aryl-Verbindun-

gen wird häufig die Keto-Form als die stabil vorliegende erhalten.[349] Bei der Addition von 

meta- und para-Azobenzol wurde nur das Halbacetal isoliert. Entscheidend ist zusätzlich 

die Stereoselektivität, um selektiv das β-Anomer zu erhalten. Die Selektivität ist abhängig 

von dem Aryl und besonders von den Schutzgruppen am 1,4-Ribonolacton.[342,350,351] Bei 

der Verwendung von Benzyl-Schutzgruppen wird (fast) ausschließlich (meist >99%) das β-

Anomer erhalten. Auch in diesen Studien wurde stereoselektiv das β-Anomer erhalten. Der 

Nachweis wurde von Nikolai Grebenovsky durchgeführt und erfolgte durch ROESY-NMR-

Spektroskopie anhand der Verbindungen 2’OH-mAzo und 2’OH-pAzo (Daten nicht ge-

zeigt). 
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Abb. 144 Hemiacetal/Keto Gleichgewicht.[342,349] 

Die Reduktion des Halbacetals wurde unter milden Reduktionsbedingungen mit Triethyl-

silan und der starken Lewis-Säure Bortrifluoriddiethyletherat durchgeführt. Dadurch sollte 

eine Reduktion der Azo-Funktion verhindert werden.  

 
Abb. 145 Deoxygenierung von 117 und 122 zu 118 und 123 mit Triethylsilan und Bortrifluoriddiethyletherat. 
Die Synthese von 123 wurde von Nikolai Grebenovsky in einer von Autor dieser Arbeit betreuten Masterarbeit 
durchgeführt. 

Es wurde zudem gezeigt, dass die Deoxygenierung mit Triethylsilan und Bortrifluoriddiet-

hyletherat ohne vorherige säulenchromatographische Aufreinigung von 118 in annähernd 

gleichen Ausbeuten erhalten werden kann. Die Synthese von 2’OH-mAzo wurde ab Ver-

bindung 123 von Nikolai Grebenovsky in einer vom Autor dieser Arbeit betreuten Master-

arbeit fertiggestellt und unter Anderem im Folgenden hier aufgeführt. Die Abspaltung der 

benzylischen Schutzgruppen erfolgte nicht hydrogenolytisch mit Pd/C und H2, da unter die-

sen Bedingungen die Azo-Funktion reduziert werden kann.[352,353] Stattdessen wurden die 

Schutzgruppen in einer Etherspaltungsreaktion mit BBr3 bei -78 °C entfernt. 2’OH-pAzo 

und 2’OH-mAzo wurden in Ausbeuten von 94% und 81% erhalten. Die Synthese von 

2’OH-mAzo wurde analog zu der oben beschriebenen von Nikolai Grebenovsky durchge-

führt (siehe Abb. 146). 

 
Abb. 146 Synthese von 2’OH-pAzo (links) und 2’OH-mAzo (rechts). Die Abspaltung der benzylischen Schutz-
gruppen erfolgte mit BBr3 in CH2Cl2 bei -78 °C (bzw. -80 °C) über Nacht in 94% (2’OH-pAzo) und 81% (2’OH-
mAzo) Ausbeute. Die Synthese von 2’OH-mAzo wurde von Nikolai Grebenovsky in einer vom Autor dieser 
Arbeit betreuten Masterarbeit durchgeführt. 
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Die Verwendung von 2’OH-pAzo und 2’OH-mAzo für den enzymatischen Einbau in RNA 

ist in Kapitel 4.2.5 beschrieben. 

3.2.4.3 Synthese von 2’OMe-pAzo und 2’OMe-mAzo und die Verwendung von 2’OMe-

mAzo zur Lichtregulation von DNA Nanoarchitektur 

In fortsetzenden Studien wurden 2’OH-mAzo und 2’OH-pAzo zum 2‘-Methoxy-Derivat um-

gesetzt. Methoxy-RNA besitzt eine höhere Stabilität verglichen mit RNA und benötigt we-

niger spezielle Handhabung, was eine Anwendung im Bereich der DNA Nanoarchitektur 

erleichtert.  

Zur Synthese von 2’-O-Methyl-substituierten Nukleosiden werden in der Literatur häufig die 

ungeschützten Nukleoside mit Natriumhydrid und Methyliodid bei 0 °C umgesetzt.[354–356] 

Da die primäre 5’-OH-Gruppe häufig die reaktivste Gruppe ist, wurde in dieser Arbeit zuerst 

die 5‘-OH Gruppe mit DMTrCl in Pyridin trityliert. Da dies ohnehin die nachfolgende Reak-

tion wäre, sollte dadurch ohne zusätzliche Syntheseschritte die Regioselektivität der Me-

thylierung verbessert werden. Bei der nachfolgenden Umsetzung mit Natriumhydrid und 

Methyliodid wurde ein 2‘ & 3‘-O-Methyl-Regiosiomerengemisch (125, 126) erhalten, wel-

ches nicht durch klassische Säulenchromatographie getrennt werden konnte. Die Syn-

these von 2’OMe-pAzo und dessen Anwendung wurde von Nikolai Grebenovsky nicht wei-

terverfolgt, da mAzo in den vorhergehenden Studien effektivere Duplex (De-)Stabilisierun-

gen zeigte. 

 
Abb. 147 Reaktionsschema zur Darstellung von 125. Umsetzung von 2’OH-pAzo mit DMTrCl in Pyridin ergab 
124 in 48% Ausbeute. Bei der Methylierung von 124 mit Methyliodid zum 2’OMe-Derivat 125 wurde ein Ge-
misch aus den 2‘ und 3‘-Regioisomeren erhalten. 

2’OMe-mAzo wurde von Nikolai Grebenovsky in einer vom Autor dieser Arbeit betreuten 

Masterarbeit hergestellt (siehe Publikation[322] für die Beschreibung der Synthesen) und im 

Folgendem hier kurz aufgeführt. Wie sich in den vorhergehenden Studien gezeigt hat, kann 

mit mAzo meist effektiver eine lichtinduzierte Hybridisierung kontrolliert werden. Die Syn-

these von 2’OMe-mAzo (siehe Abb. 148) erfolgt in Anlehnung zu der Darstellung von 

2’OMe-pAzo. Zuerst wurde an der 5‘-OH-Gruppe selektiv zu 127 trityliert. Anstatt mit Me-

thyliodid wurde 127 mit Dimethlysulfat umgesetzt, wobei ein nicht trennbares 2‘ & 3‘-Regi-

oisomeren-Gemisch (128, 129) erhalten wurde. Nach Entfernen der DMTr-Schutzgruppe 
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mit SSA (silica sulfuric acid, auf Kieselgel adsorbierte Schwefelsäure) konnte eine Tren-

nung der Regioisomere per Säulenchromatographie erreicht werden. Nach erneuter Trity-

lierung der 5‘-OH Gruppe, wurde die 3‘-OH Gruppe im letzten Schritt unter Standardbedin-

gungen zum Phosphoramidit 130 umgesetzt. 

 
Abb. 148 Syntheseübersicht zur Darstellung vom DMTr-geschütztem Phosphoramidit von 2’OMe-mAzo 130. 
Die Synthesen wurden von Nikolai Grebenovsky durchgeführt. 

Die Verwendung von 2’OMe-mAzo für die Regulation von DNA Nanoarchitektur wurde 

vom Autor dieser Arbeit ausgearbeitet und von Nina Deussner in einer vom Autor dieser 

Arbeit betreuten Masterarbeit etabliert und von Nikolai Grebenovsky im Rahmen einer Dok-

torarbeit fortgeführt. 

2’OMe-mAzo wurde von Nikolai Grebenovsky für eine lichtinduzierte Regulation von DNA-

Ring-Dimerisierung verwendet.  Das Schema der Dimerisierung ist in Abb. 149 dargestellt. 

Die zu dimerisierenden DNA-Ringe bestehen aus einem inneren Ring (schwarz). An diesen 

hybridisieren die äußeren Ringe (pink, blau, gelb, türkis), wobei der pinke und türkise 

Strang einen Überhang haben, die miteinander hybridisieren können. Der türkise Strang 

hat einen größeren Überhang, wodurch bei Hybridisierung die Ringe dimerisieren. Im tür-

kisen Strang sind Azobenzole eingebaut. Im trans-Zustand sollte eine Dimerisierung statt-

finden, während im cis-Zustand einzelne Ringe vorliegen sollten.  

 



      
 

150   Reversible Lichtregulation von Nukleinsäuren mit Azobenzol C-Nukleosiden 

 
Abb. 149 Schematische Darstellung von lichtregulierter Dimerisierung von DNA-Ringen ist links und ein ver-
größerter Ausschnitt der lichtinduzierten Dimerisierung durch Duplexbildung ist rechts gezeigt. Zwei Azoben-
zole C-Nukleoside (für tAzo vier) sind in einem der hybridisierenden Stränge (türkis) eingebaut. Im trans-Zu-
stand wird ein stabiler Duplex gebildet und die Ringe dimerisieren. Durch Bestrahlung mit UV-Licht und der 
damit einhergehenden trans-zu-cis Isomerisierung wird der Duplex destabilisiert und die Ringe dissoziieren. 
Die Ringe bestehen aus einem inneren Ring (schwarz) und äußeren Strängen (gelb, hellblau, pink, türkis), die 
an den inneren Ring hybridisiert sind. 

In der Studie wurden verschiedene Azobenzole (siehe Abb. 150) eingebaut und ihre Effi-

zienz zur lichtinduzierten Dimerisierung verglichen (siehe Abb. 151). 
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Abb. 150 Azobenzol C-Nukleoside und tAzo, die in einer vergleichenden Studie zur Regulation der Dimerisie-
rung von DNA Ringen verwendet wurden. Die Studie wurde von Nikolai Grebenovsky durchgeführt. 

Da der hybridisierende Überhang der DNA-Ringe nur ein 10mer ist, konnte mit dem unmo-

difizierten Duplex nur 44% Dimerisierung erreicht werden. Der Einbau von vier tAzo im 

„wedge Motiv“ steigerte die Dimerisierungsrate auf 51% im trans-Zustand. Nach UV-Be-

strahlung wurde die Dimerisierungsrate auf 38% reduziert (ΔDimerisierung= 13%; ΔDimerisie-

rung=Dimerisierung(trans)-Dimerisierung(cis)). Durch den Einbau von zwei 2’OMe-mAzo 

gegenüber einer AP-Stelle im „Displacement Motiv“ wurde die Dimerisierungsrate im trans-

Zustand auf 39% erniedrigt. Im cis-Zustand waren nur noch 11% dimerisiert (ΔDimerisierung= 

28%). Am effektivsten ließ sich die Dimerisierungsrate mit mAzo, p-pyrAzo und m-pyrAzo 

regulieren. Im trans-Zustand dimerisierten 39-40% der Ringe. Dies ist nur etwas weniger 

als im nativen Duplex (44%). Dies war nicht unerwartet, da in den Studien in Abschnitt 
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3.2.3.3 auch für den Einbau von mAzo eine leichte Destabilisierung des Doppelstranges 

beobachtet werden konnte. Im cis-Zustand sank die Dimerisierungsrate auf 4-9% (ΔDimeri-

sierung= 30-36%). Bei den Ergebnissen ist zu beachten, dass die Belichtung bei 20 °C durch-

geführt wurde. Wie zuvor experimentell bewiesen, können die Azobenzol C-Nukleoside 

(pAzo und mAzo) im DNA Duplex vollständig von trans-zu-cis isomerisieren, während 

tAzo Bestrahlungstemperaturen über dem Schmelzpunkt benötigt. 

 
Abb. 151 Ergebnisse der lichtregulierbaren Dimerisierung von DNA Ringen. Die Sequenzen und die verwen-
deten Motive zum Einbau von Azobenzol-Linker Systemen ist in a) gezeigt. Die Dimerisierungsverhältnisse von 
DNA Ringen nach Bestrahlung mit UV- (365 nm) oder sichtbarem Licht (420 oder 530 nm) ist in b) gezeigt. Ein 
exemplarisches 5%iges natives Polyacrylamid-Gel zur Auswertung der Dimerisierungsverhältnisse (gefärbt mit 
SYBR gold) ist in c) gezeigt. Die Abbildung wurde aus Grebenovsky et al.[322] entnommen. 
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3.3 Zusammenfassung und Ausblick 

Die reversible Lichtregulation der Hybridisierung von Nukleinsäuren ist ein machtvolles 

Werkzeug, um biologische Prozesse selektiv zu studieren oder zu manipulieren. Azobenzol 

Photoschalter sind ideal dazu geeignet, da das unpolare und planare trans-Azobenzol in 

den Basenstapel interkalieren und dadurch den Nukleinsäuredoppelstrang stabilisieren 

kann. Durch UV-Licht und der damit einhergehenden trans-zu-cis-Isomerisierung wird der 

Doppelstrang durch das sterisch anspruchsvolle und gewinkelte cis-Azobenzol destabili-

siert. Der Linker, der das Azobenzol kovalent mit der Nukleinsäure verknüpft, trägt einen 

wichtigen Teil zur effizienten Regulation der Duplexstabilität bei. Der Linker muss die Kraft 

der Isomerisierung auf die strukturelle Änderung der Nukleinsäure übertragen. Im trans-

Zustand des Azobenzols sollte der Linker die native Struktur der Nukleinsäure nicht verän-

dern. Diese Studie beschäftigt sich mit der Anwendung von Azobenzol C-Nukleosiden, bei 

denen das Azobenzol direkt mit einer (Desoxy-)Ribose-Einheit verknüpft wurde. Dadurch 

sollte eine möglichst geringe Änderung des Rückgrats und helikalen Natur bewirkt werden. 

Sowohl im RNA- als auch im DNA-Einzelstrang zeigten pAzo und mAzo eine hohe Schalt-

amplitude von über 90%, keine Ermüdung bei repetitiver Bestrahlung sowie eine hohe ther-

mische Stabilität des cis-Isomers über einen breiten Temperaturbereich. Diese Eigenschaf-

ten schaffen ideale Voraussetzung für viele Anwendungen. Schmelzpunktstudien zeigten, 

dass RNA und DNA Doppelstränge effizient durch photoinduzierte trans-zu-cis Isomerisie-

rung destabilisiert werden. Dabei wurde beobachtet, dass sowohl in RNA als auch in DNA 

mAzo effektiver die Hybridisierung regulieren kann. Zusätzlich konnte beobachtet werden, 

dass der Einbau gegenüber einer Base („Displacement Motiv“) einen höheren Effekt er-

zielte, als der zusätzliche Einbau („wedge Motiv“) eines Azobenzols. Während im Falle von 

RNA bei der Verwendung von nebeneinander und gegenüberliegenden Azobenzol C-Nuk-

leosiden („Dimer Motiv“) hohe (De-)Stabilisierungseffekte erzielt werden konnten, zeigte 

dasselbe Motiv bei DNA nur mäßige Ergebnisse. Der Vergleich mit dem etablierten tAzo 

(D-Threoninol verknüpftes Azobenzol) zeigte, dass unter idealen Isomerisierungsbedin-

gungen, tAzo einen RNA Doppelstrang effizienter (de-)stabilisieren kann. Allerdings müs-

sen die Doppelstränge für eine effiziente trans-zu-cis Isomerisierung auf 75 °C erwärmt 

werden und bei Raumtemperatur isomerisiert tAzo im RNA Duplex nur zu 45%. pAzo und 

mAzo konnte im RNA Doppelstrang bei Raumtemperatur mit einer Schaltamplitude von 

über 90% isomerisiert werden. Im DNA Doppelstrang zeigten pAzo und mAzo sogar bes-

sere lichtinduzierte Duplex(de)stabilisierungseffekte im Vergleich zu tAzo, selbst unter ide-

alen Isomerisierungsbedingungen. Auch im Kontext von DNA zeigten pAzo und mAzo 

eine nahezu vollständige trans-zu-cis und cis-zu-trans Isomerisierung bei Raumtempera-

tur, während tAzo nur zu 55% isomerisierte. Simulationen zeigten, dass pAzo im trans-

Zustand ideal in einen Doppelstrang eingebaut wird und eine sehr ähnliche Struktur zu 
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einem nativen Duplex zeigt. Weiter wurde eine neue Syntheseroute entwickelt, die es er-

laubt 2’OH- und 2’OMe-substituierte Azobenzol C-Nukleoside darzustellen. Dies soll in Zu-

kunft ermöglichen, den spezifischen Linker für die jeweilige Art der Nukleinsäure verwen-

den zu können, mit dem Ziel möglichst wenig Störung der helikalen Natur zu bewirken. 

Verschiedene Azobenzol C-Nukleosid-Derivate dieser Studie wurden verwendet, um DNA 

Nanoarchitektur bei Raumtemperatur lichtregulierbar zu machen. Die Azobenzol C-Nukle-

oside, pAzo und mAzo, sind aufgrund der thermischen Stabilität, Ermüdungsresistenz, 

hohen Schaltamplitude im Doppelstrang sowie der effizienten Regulation der Hybridisie-

rung ideale Kandidaten für die Regulation von Nukleinsäuren bei niedriger Temperatur und 

setzen neue Maßstäbe. Besonders in biologischen Systemen, bei denen auf hohe Tempe-

raturen verzichtet werden muss, können damit in Zukunft selektiv Prozesse untersucht und 

manipuliert werden. Durch die Reversibilität der Isomerisierung können biologische Pro-

zesse gezielt an- und ausgeschaltet werden, um somit mehr Informationen über den zeit-

lichen Ablauf von Vorgängen eines biologischen Systems gewinnen zu können. 
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 Chemoenzymatische Synthese von lichtaktivierbaren Nukleinsäuren 

4.1 Motivation und Zielsetzung 

Hybridisierung oder die Ausbildung von Sekundärstrukturen sind fundamentale Eigen-

schaften von RNA, um biologische Prozesse zu regulieren. Photolabile Schutzgruppen      

oder Photoschalter sind ideal dazu geeignet, um die Funktion von Nukleinsäuren temporär 

zu inaktivieren. Licht als Triggersignal kann mit hoher Orts- und Zeitauflösung in einem 

nicht-invasiven Prozess die Nukleinsäuren aktivieren. Anders als bei der Zugabe von akti-

vierenden Reagenzien wird das biologische System durch Bestrahlung nicht verschmutzt. 

Der Einbau von photoaktivierbaren Nukleosiden in RNA erfolgt traditionell über Festpha-

sensynthese. Die chemische Synthese von Nukleinsäure hat jedoch mehrere Nachteile: 

Zum einen werden relativ große Mengen der entsprechenden Phosphoramidite und Rea-

genzien benötigt, was zum Anstieg der Kosten führt. Zum anderen ist die Synthese län-

genbegrenzt, sodass nur Sequenzen bis ~80 Nukleotide effizient synthetisiert werden kön-

nen. Die enzymatische Synthese von RNA unterliegt keiner Längenbegrenzung. Eine Li-

mitierung von enzymatischer Synthese ist die positionsspezifische Einführung von Modifi-

kationen. Wie in Kapitel 1.6.2 ausführlich beschrieben, können durch die Transkription mit 

unnatürlichen Basenpaaren selektiv funktionelle Gruppen eingeführt werden. Allerdings 

kann durch unnatürliche Basenpaare die native Struktur der RNA beeinflusst werden. Zu-

dem muss der modifizierte DNA-Matrizenstrang entsprechend modifizierte werden, was 

nur über Festphasensynthese möglich ist. Die Desoxyribonukleotidyltransferase kann mo-

difizierte Nukleosidtriphosphate an das 3‘-Ende von RNA hängen. Dazu sind Optimierun-

gen notwendig und häufig kommt es zu einem mehrfachen Einbau. Uhlenbeck et al. zeig-

ten 1978, dass die T4 RNA Ligase 1 verwendet werden kann, um ein einzelnes modifizier-

tes Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat selektiv an das 3‘-Ende von RNA zu ligieren. Ein Ziel die-

ses Projektes ist die Synthese von NPE-geschützten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphaten und 

diese mittels T4 RNA Ligase 1 selektiv das 3‘-Ende von RNA zu addieren. Es soll unter-

sucht werden, ob die T4 RNA Ligase 1 Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate mit photolabilen 

Schutzgruppen auf der Watson-Crick-Seite als Substrate akzeptiert. Da photolabil-ge-

schützte Nukleotide am 3‘-Ende von RNA nur in Ausnahmefällen einen biologischen Effekt 

zeigen können, sollen diese terminalen Modifikationen zu internen umgesetzt werden. 

Dazu muss das 3‘-Phosphat durch alkalische Phosphatasen entfernt werden und der mo-

difizierte RNA Strang mit einem weiteren RNA Strang ligiert werden. Auch bei diesen en-

zymatischen Schritten muss untersucht werden, ob die photolabilen Schutzgruppen kom-

patibel zu den jeweiligen enzymatischen Reaktionen sind.  
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Bei der Synthese von RNA für NMR-spektroskopische Untersuchungen wird besonders 

viel Material in hoher Reinheit benötigt, Bedingungen die häufig kritisch sind bei der Ver-

wendung von Festphasensynthese. In diesem Projekt soll mit enzymatischen Methoden 

die Synthese eines lichtaktivierbaren 2‘-Desoxyguansin (2’dG) selektiven Riboschalters 

aus Mesoplasma Florum gezeigt werden. Dabei soll eine einzelne photolabile Schutz-

gruppe die Ligandenbindung verhindern. Nach Bestrahlung soll durch NMR-Spektroskopie 

die Ligandenbindung nachgewiesen werden.  

 

Neben photolabilen Schutzgruppen soll auch die Kompatibilität der enzymatischen Reakti-

onen mit Photoschalter-modifizierten Nukleotiden untersucht werden. Dafür sollen Azoben-

zol C-Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate synthetisiert und analog positionsspezifisch in RNA 

eingebaut werden. 

 

Seyfried et al. zeigten, dass durch Zyklisierung von DNA über photospaltbare Linker, die 

Anzahl an photolabilen Modifikationen drastisch verringert werden konnte, da die zykli-

sierte DNA nicht mit einer komplementären DNA hybridisieren kann. Belichtung führte zur 

Linearisierung und ermöglichte eine Hybridisierung. Die Zyklisierung erfolgte über zwei Al-

kin-modifizierte photolabile Schutzgruppen (NPBY) mit einem Bis-Azid-Linker mittels Click-

Chemie. Ein weiteres Ziel dieses Teilprojektes ist es ein photoaktivierbares NPBY-modifi-

ziertes Initiatornukleotid zu synthetisieren, welches selektiv durch die T7 RNA Polymerase 

am 5‘-Ende von RNA eingebaut werden soll. Zusätzlich soll durch die Synthese eines 

NPBY-modifizierten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphates das 3‘-Ende von RNA funktionalisiert 

werden können. Dies soll eine Zyklisierung oder weitere Funktionalisierung von RNA er-

möglichen.  

Weiter sollen die in Kapitel 2 eingeführten Azobenzol C-Nukleoside zu den entsprechenden 

Triphosphaten umgesetzt werden. In einer Kooperation mit dem Arbeitskreis Ciara O‘Sul-

livan sollen verschiedene Polymerasen und Bedingungen für den Einbau der Azobenzol 

C-Nukleosidtriphosphate in DNA untersucht werden. 

Diese chemo-enzymatischen Methoden zur Einführung von photoaktivierbaren Nukleoti-

den sollen der Forschung einen schnellen und kostensparenden Zugang von lichtaktivier-

barer RNA und DNA erlauben. Diese Methoden sollen keine speziellen Geräte wie einen 

Festphasen-Synthesizer benötigen, und in jedem Labor mit Standardausrüstung durchge-

führt werden können. 
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4.2 Ergebnisse und Diskussion 

Das Projekt wurde in einer Kooperation mit Sara Keyhani aus dem Arbeitskreis von Prof. 

Dr. Schwalbe (Universität Frankfurt am Main) geplant und durchgeführt. Anja Blümler ab-

solvierte eine gemeinsam betreute Masterarbeit auf diesem Projekt und wird die hier etab-

lierte chemo-enzymatische Methode im Rahmen ihrer Doktorarbeit weiterentwickeln. 

4.2.1 Synthese der photolabil-geschützen Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate 

4.2.1.1 Synthese des NPE-geschützen Adenosin-3‘,5‘-bisphosphates (pANPEP) 

Die Synthese bis zur Stufe des NPE-geschützen Adenosins 135 erfolgte nach Literaturvor-

schrift von Höbartner und Silverman[357]. Ausgehend von Inosin 131 wurden im ersten 

Schritt die 2‘-,3‘-und 5‘-OH-Gruppen mit TBDMS annährend quantitativ geschützt. Die Ak-

tivierung der Carbonylfunktion an Position 6 des TBDMS-geschützten Inosins 132 erfolgte 

mit Triisopropylbenzolsulfonylchlorid (TIBPSCl), Triethylamin und katalytischen Mengen 4-

Dimethylaminopyridin (4-DMAP). Bei der Reaktion wurde ein Gemisch aus dem gewünsch-

ten O6- (133) und dem N1-Regiosisomer erhalten, die sich nur schwer durch säulenchro-

matographische Aufreinigung isolieren ließen. Die Ausbeute der Reaktion betrug 34%.  

 
Abb. 152 Syntheseübersicht zur Darstellung vom NPE-geschützen Adenosin 3‘,5‘-Bisphosphat. Die Synthese 
bis zur Stufe 135 erfolgte nach Höbartner und Silverman.[357] 
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Die photolabile 1-(2-Nitrophenyl)ethylamin- (NPE-NH2) Schutzgruppe wurde nach der Li-

teraturvorschrift von Mack[358] und Buff[359] zu Verbindung 138 und weiter nach der Anlei-

tung von Höbartner und Silverman[357] zu NPE-NH2 hergestellt (siehe Abb. 153). Dazu 

wurde ortho-Ethylnitrobenzol mit N-Bromsuccinimid (NBS) und Dibenzoylperoxid (DBPO) 

in einer Wohl-Ziegler-Bromierungs-Reaktion[360] zu 1-(1-Bromethyl)-2-nitrobenzol 136 in 

quantitativer Ausbeute umgesetzt. Da NBS nur gering löslich in Tetrachlormethan ist, bleibt 

die Konzentration von Br2 niedrig, was Nebenreaktionen verhindert. Zudem ist NBS schwe-

rer als Tetrachlormethan und bleibt somit am Boden des Reaktionsgefäßes, während das 

entstehende Succinimid schwerlöslich, aber leichter ist als Tetrachlormethan und sich 

oberhalb der Flüssigkeit absetzt. Dies erlaubt die optische Verfolgung des Reaktionsfort-

schritts. In einer Gabriel-Synthese[361] wird 137 mit Kaliumphthalimid zu 138 mit 75% Aus-

beute umgesetzt. Nach Hydrazinolyse wurde NPE-NH2 in 75% Ausbeute erhalten. 

 
Abb. 153 Syntheseübersicht zur Darstellung von 1-(2-Nitrophenyl)ethylamin NPE-NH2 nach Timo Mack[358] 
sowie Höbartner und Silverman[362]. 

Die Umsetzung von 133 mit NPE-NH2 zu 134 und die Abspaltung der TBDMS-Schutzgrup-

pen mit Tetrabutylammoniumfluorid (TBAF) zu Verbindung 135 erfolgten in Ausbeuten von 

68% und 76%. Die Phosphorylierung der 5‘- und 3‘-OH Gruppen erfolgte mit Diphospho-

rylchlorid in Anlehnung an Uhlenbeck et al.[289]. Dabei wurde NPE-Adenosin 135 unter 

Schutzatmosphäre und ohne Lösungsmittel mit Diphosphorylchlorid versetzt und für vier 

Stunden bei -12 °C gerührt. Der Mechanismus der Reaktion ist nach Recherche des Autors 

dieser Arbeit noch nicht geklärt. Die Reaktion kann prinzipiell über zwei Intermediate ab-

laufen. Entweder wird ein zyklisches Intermediat 139 gebildet oder ein Diphosphorylchlorid-

Molekül reagiert einzeln mit den OH-Gruppen 140 (siehe Abb. 154). Die höhere Geschwin-

digkeit von intramolekularen Reaktionen, sowie die Ähnlichkeit von Diphosphorylchlorid zu 

dem Markiewicz-Reagenz[363] (siehe Abb. 154), welches ein zyklisches Produkt erzielt, las-

sen auf einen intermolekularen Mechanismus schließen. Zusätzlich konnten Sara Keyhani 

und Anja Blümler bei der Synthese von Nukleosid Bisphosphaten massenspektrometrisch 

zyklische Intermediate beobachten (Ergebnisse nicht veröffentlicht). Durch die Tatsache, 

dass die Reaktion nicht regioselektiv abläuft, sondern ein Großteil des Reaktionsgemi-

sches teilweise auch Nukleosid-2‘,5‘-bisphosphat- und Nukleosidmonophosphat-Derivate 

enthält, könnten nicht-zyklisierte Intermediate wahrscheinlich sein. Zusätzlich konnte Sara 
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Keyhani auch die Darstellung von Uridin-3‘,5‘-bisphosphat aus 5‘-Uridinmonophosphat zei-

gen (persönliche Mitteilung; Daten nicht gezeigt).  

 
Abb. 154  Mögliche Intermediate 139 und 140 bei der Phosphorylierungsreaktion von NPE-geschütztem Ade-
nosin mit Diphosphorylchlorid und deren Hydrolysierung zu pANPEp (links). Die möglichen Intermediate zur 
Bildung des Adenosin-2‘,5‘-bisphosphates wurden aus Gründen der Übersicht nicht gezeigt. Die strukturelle 
Ähnlichkeit des Markiewicz-Reagenzes und Diphosphorylchlorid ist rechts gezeigt.  

Die Reaktion wurde durch die Zugabe von Eis und eiskaltem Triethylammonium-Bicarbo-

nat-Puffer beendet und mögliche (zyklische) Intermediate wurden hydrolysiert (siehe Abb. 

154). Das Lösungsmittel wurde schonend bei 4 °C in einem Vakuumkonzentrator entfernt. 

Zur Trennung der 3‘,5‘- und 2‘,5‘-Regioisomere und Entfernung möglicher Nebenprodukte 

muss das Gemisch mittels HPLC gereinigt werden. In der Literatur[274,288,290] wird dazu häu-

fig eine Ionenaustauschchromatographie mit DEAE-Zellulose Säulen durchgeführt. Da 

diese Säulen nicht im Arbeitskreis verfügbare waren, wurde die Aufreinigung mittels Ionen-

austauschchromatographie mit einer Dionex DNAPac PA100 Säule (Chromatogramm 

nicht gezeigt) und über RP-HPLC (siehe Abb. 155) getestet. Die Aufreinigung über RP-

HPLC war effizienter, sodass diese Methode auch für die weiteren modifizierten Nukleosid-

Bisphosphate angewandt wurde. Das gewünschte Produkt war das Hauptprodukt der Re-

aktion (siehe grüner Peak in Abb. 155) und anders als in der Literatur beschrieben konnte 

die Bildung eines 2‘,5‘-Bisphosphat-Regioisomeres nicht beobachtet werden. Lediglich die 

Bildung von NPE-geschütztem Adenosin-Monophosphat konnte beobachtet (siehe oran-

gefarbener Peak in Abb. 155) und NMR spektroskopisch nachgewiesen werden. Für die 

Isolierung und Aufreinigung wurden verschiedene Bedingungen getestet, die zum Teil nicht 

erfolgreich verliefen, was zum Verlust von Produkt führte. Deshalb wurde auf die Angabe 

einer Ausbeute verzichtet. 
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Abb. 155 RP-HPLC Chromatogramm zur Isolierung vom NPE-geschützen Adenosin-3‘,5‘-bisphosphat pANPEp. 
Der grün gefärbte Peak hebt das korrekte Produkt hervor. Die Aufreinigung wurde an einem YoungLin Gerät 
mit einer Säule von MultoKrom (100-5 C18 250x20 mm) durchgeführt. Es wurde ein Puffersystem aus 0,4M 
TEAB (pH 8) und MeCN verwendet. Gradient: 0-40% MeCN in 39 min. Die Detektion erfolgte bei 254 nm. 

Durch mehrfaches koevaporieren mit Wasser wurde überschüssiges Triethylamin entfernt. 

Das Produkt mit vier Triethylammonium Gegenionen konnte eindeutig massenspektromet-

risch, sowie per 1H- und 31P- und 2D COSY-NMR Spektroskopie identifiziert werden (siehe 

Abb. 156).  

 
Abb. 156 31P-NMR (162 MHz) Spektrum (links) vom NPE-geschützten Adenosin-3‘,5‘-bisphosphat pANPEp. 
Das auf Phosphorsäure kalibrierte Spektrum zeigt zwei für 3‘,5‘-Bisphosphate typische Signale bei -1,93 
und -0,78 ppm. Das korrespondierende 1H-NMR Spektrum (400 MHz) ist rechts gezeigt. Die Spektren wurden 
in DMSO-d6 an einem AV400 der Firma Bruker aufgenommen.  

 

4.2.1.2 Synthese des NPE-geschützen Cytidin-3‘,5‘-bisphosphates (pCNPEp) 

Die Synthese des NPE-geschützen Cytidin-3‘,5‘-bisphosphates (siehe Abb. 157) startete 

ausgehend von Uridin. Nach Literaturvorschrift[364] wurden die 2‘,3‘,5‘-OH Gruppen von Uri-

din mit TBDMS-Cl in quantitativer Ausbeute geschützt. Die Aktivierung der Carbonylfunk-

tion an Position 4 von 141 erfolgte im Basischen mit TIPBS-Cl und katalytischen Mengen 

4-DMAP in 78% Ausbeute. Bei der Reaktion entsteht neben dem gewünschten O4-sulfo-

nierten Produkt 142 auch das N3-sulfonierte Nebenprodukt 120 (siehe Abb. 158), welches 

nicht vollständig durch Säulenchromatographie abgetrennt werden konnte, sodass ein Ge-

misch mit 10% des N3-sulfonierten Nebenproduktes 145 vorlag. Allerdings reagierte nur 
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das O4-sulfonierte Produkt 142 in der weiteren Umsetzung mit NPE-NH2, weshalb auf eine 

weitere Aufreinigung verzichtet wurde. Die Umsetzung von 142 mit (S)-NPE-NH2 (erwor-

ben von NetChem Inc.) mit Hünigbase zu 143 verlief in 92% Ausbeute. 

 
Abb. 157  Syntheseübersicht zur Darstellung des NPE-geschützten Cytidin-3‘,5‘-bisphosphates pCNPEp. 

 
Abb. 158 Reaktionsschema zur Darstellung von Verbindung 143. Bei der Aktivierung der Carbonylfunktion an 
Position 4 des TBDMS geschützten Uridin 141 entsteht neben dem gewünschten O4-sulfonierten Produkt 142 
auch das N3-sulfonierte Nebenprodukt 145, welches nicht vollständig abgetrennt werden konnte. Nur das O4-
sulfonierte Produkt 142 konnte in der weiteren Umsetzung mit NPE-NH2 reagieren. 
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Die Entfernung der TBDMS-Schutzgruppen erfolgte mit Tetrabutylammoniumfluorid in 

THF. Das NPE-geschützte Cytidin 144 konnte nach säulenchromatographischer Aufreini-

gung nur verunreinigt mit Tetrabutylamin (TBA) (0,2 Eq.) und THF (0,5 Eq.) isoliert werden. 

Auch das Trocknen im Hochvakuum über Nacht konnte TBA und THF nicht entfernen. Da 

diese Verunreinigungen die folgende Umsetzung nicht beeinflusst, wurde auf eine weitere 

Aufreinigung verzichtet. In späteren Untersuchungen mit anderen Verbindungen wurde ge-

zeigt, dass überschüssiges Tetrabutylamin durch Fällung aus Aceton/n-Hexan entfernt 

werden konnte. Die Umsetzung zum NPE-geschützten Cytidin-3‘,5‘-bisphosphat pCNPEp 

wurde von Anja Blümler in einer mit Sara Keyhani und dem Autor dieser Arbeit gemeinsam 

betreuten Masterarbeit durchgeführt. Die Synthese wurde nach der Vorschrift von Uhlen-

beck et al.[288] lösungsmittelfrei mit Diphosphorylchlorid bei -16 °C durchgeführt und analog 

zu der Darstellung des NPE-geschützten Adenosin-3‘,5‘-bisphosphates pANPEp aufgerei-

nigt. 

 

4.2.1.3 Synthese des NPE-geschützten Guanosin-3‘,5‘-bisphosphates (pGNPEp) 

Die Synthese des NPE-geschützten Guanosin-3‘,5‘-bisphosphates erwies sich als proble-

matisch, weshalb mehrere Synthesewege ausprobiert wurden. Die Synthese des 2‘,3‘,5‘-

Acetyl-geschützten Guanosins wurde in Anlehnung an die Literaturvorschrift von Pitsch et 

al.[365] durchgeführt. Dazu wurde Guanosin in einer Mischung aus Pyridin, DMF und Essig-

säureanhydrid gelöst und mit einer katalytischen Menge 4-DMAP zu Verbindung 146 um-

gesetzt. Die Ausbeute der Reaktion betrug 93%. In einer Mitsunobu-Reaktion[311] mit race-

matischen NPE-OH, PPh3 und DEAD wurde 146 zu 147 umgesetzt.  

 
Abb. 159 Syntheseübersicht zur Darstellung des NPE-geschützten Guanosin-3‘,5‘-bisphosphates (pGNPEp). 
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Ohne weitere Analyse wurde das Produkt mit Methylamin zu Verbindung 148 in 43% Aus-

beute (über zwei Stufen) umgesetzt. Die Reaktion mit Diphosphorylchlorid nach Uhlenbeck 

et al.[289] wurde von Anja Blümler durchgeführt. Unter diesen Bedingungen konnte nach 

mehrmaligen Wiederholungen kein Produkt isoliert werden. 

Anja Blümler führte im Rahmen ihrer Masterarbeit einen alternativen Syntheseweg (siehe 

Abb. 160) durch, bei dem eine 3‘-OH Silyl-Schutzgruppe die regioselektive Phosphorylie-

rung mit Phosphoroxychlorid erlauben sollte. Die Synthese des 2‘-TOM-O6-NPE Uridins 

151 erfolgte analog zu der Darstellung von Verbindung 147 (siehe Abb. 159). Die Phos-

phorylierung wurde mit Phosphoroxychlorid bei tiefen Temperaturen in Anwesenheit der 

Base 1,8-Bis(dimethylamino)naphthalen (Protonenschwamm) durchgeführt. Allerdings 

konnte unter diesen Bedingungen nicht das gewünschte Produkt isoliert werden. 

 
Abb. 160 Alternative Synthesestrategie zur Darstellung des NPE-geschützten Guanosin-3‘,5‘-bisphosphates 
(pGNPEp). Die Synthesen wurden von Anja Blümler im Rahmen einer Masterarbeit durchgeführt. 

Daraufhin wurde vom Autor dieser Arbeit die Phosphorylierung nach einer anderen Me-

thode in Anlehnung an Arenz et al.[274] bzw. Sekine et al.[293] durchgeführt. Dazu wurde 

Bis(2-cyanoethyl)-N,N-diisopropylphosphoramidit 154 mit Tetrazol aktiviert und an die 3‘- 

und 5‘-OH Gruppen von 2‘-O-TOM-O6-NPE Guanosin 152 gekuppelt um 155 zu erhalten. 

Mit tert.-Butylhydroperoxid wurde Phosphor(III) zu Phosphor(V) oxidiert, wodurch 156 er-

halten wurde. Die Cyanoethyl-Gruppen wurden im Basischen mit 1,8-Diazabicyclo-

[5.4.0]undec-7-en (DBU) und Bis(trimethylsilyl)acetamide (BSA) in Pyridin entfernt. Die 

2‘-O-TOM Schutzgruppe wurde mit Triethylamin-Trihydrofluorid entfernt. Die Ausbeute der 

vierstufigen Reaktion betrug 10%. Anders als in der Literatur beschrieben, wurde auf eine 

Aufreinigung auf der Stufe von 155 verzichtet. Lediglich die Zielverbindung, das Guanosin-
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3‘,5‘-bisphosphat, wurde chromatographisch in zwei Stufen aufgereinigt. Zuerst wurde das 

Reaktionsgemisch mittels MPLC über eine Kunststoffpolymer-basierte RP-Säule (Source® 

15RPC) gereinigt (siehe Abb. 162, links). Die Auftrennungsleistung ist im Vergleich zu RP-

HPLC-Säulen geringer, allerdings kann das in der Reaktion verwendete Hydrofluorid die 

Silyl-basierte stationäre Phase von HPLC-Säulen beschädigen, während die polymerba-

sierte RPC-Säule mit fluoridhaltigen Reagenzien kompatibel ist. Massenspektrometrische 

Analysen zeigten, dass unter diesen Chromatographie-Bedingungen pGNPEp nicht sauber 

isoliert werden konnte. Deshalb wurde ein großzügiger Bereich (siehe blauer Bereich in 

Abb. 162, links) gesammelt. In der zweiten Reinigungsstufe wurde eine RP-HPLC durch-

geführt, um die bis dahin verbliebenen Nebenprodukte zu entfernen (siehe Abb. 162, 

rechts). Der grün gefärbte Peak in Abb. 162 zeigt das korrekte Produkt, welches eindeutig 

massenspektrometrisch und NMR spektroskopisch (siehe Abb. 163) identifiziert werden 

konnte.  

 

 
Abb. 161 Reaktionsschema zur Darstellung von pGNPEp nach einem alternativen Syntheseweg in Anlehnung 
an Arenz et al.[274]  und Sekine et al.[293]. 
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Abb. 162 Präparative RP-HPLC Chromatogramme zur Isolierung von pGNPEp. Das linke Chromatogramm zeigt 
die „grobe“ Reinigung über eine Source® 15RP Säule an einem Äkta Purifier Gerät. Der blaue Bereich wurde 
gesammelt und nach Aufkonzentrierung in einem Vakuumkonzentrator über eine MultoKrom 100-5 C18 
(22x250 mm) RP-Säule an einem YounLin HPLC-Gerät gereinigt (rechtes Chromatogramm). Der grüne Peak 
zeigt das korrekte Produkt. Der Gradient der Eluenten MeCN und 0,1 M TEAB (pH 7) ist auf der Sekundärachse 
gezeigt.  

   

 
Abb. 163 31P-NMR Spektrum (202 MHz) von pGNPEp. Das auf Phosphorsäure kalibrierte Spektrum zeigt zwei 
für Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate typische Signale bei -2,2 und -1,4ppm. Das korrespondierende 1H-NMR 
Spektrum (500 MHz) ist rechts gezeigt. Das Signal von H2‘ und H3‘ liegen unter dem Wasser-Signal, weshalb 
eine Integration nicht möglich ist. Die Zuordnung der Signale ist im COSY-NMR Spektrum (500 MHz, unten 
gezeigt). Auch das HSQC-NMR Spektrum (siehe unten rechts im COSY-NMR Spektrum) zeigt, dass zwei Koh-
lenstoffatome zu den, unter dem Wasserpeak verdeckten, Signalen koppeln. Die Spektren wurden in D2O an 
einem AV500 der Firma Bruker aufgenommen. Triethylammonium-Salze (Gegenionen) wurde nicht intergiert. 

Das 31P-NMR Spektrum ist in Abb. 163 (links oben) gezeigt und zeigt zwei für Nukleosid-

3‘,5‘-bisphosphate typische Signale bei -2,2 und -1,4 ppm. Das korrespondierende 1H-NMR 
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Spektrum ist in Abb. 163 (rechts oben) gezeigt. Die Signale von H2‘ und H3‘ liegen unter 

dem Wasser-Signal (bei 4,7 ppm), weshalb eine Integration nicht möglich ist. Die Zuord-

nung der Signale ist im COSY- und HSQC-NMR Spektrum gezeigt.  

 

4.2.1.4 Synthese des NPE-geschützten Uridin-3‘,5‘-bisphosphates (pUNPEp) 

Die Synthese von pUNPEp startet ausgehend von Uridin und wie in Kapitel 4.2.1.2 beschrie-

ben wurden die 2‘,3‘,5‘-OH Gruppen mit TBDMS-Schutzgruppen versehen. Analog zu der 

Synthese von NPE-geschütztem Guanosin (siehe Kapitel 4.2.1.3) wurde eine Mitsunobu-

Reaktion mit Triphenylphosphin, DEAD und racematischen NPE-OH durchgeführt.  

 

Abb. 164 Reaktionsschema zur Darstellung von pUNPEp in einer Mitsunobu-Reaktion mit dem TBDMS-ge-
schützten Uridin 141 und NPE-OH. Das obere Reaktionsschema zeigt die Umsetzung mit rac-NPE-OH. Bei 
dieser Reaktion entstanden vier Isomere, die nicht durch Säulenchromatographie getrennt werden konnten. 
Die untere Reaktion zeigt die Umsetzung von TBDMS-geschützten Uridin mit dem enantiomerenreinen (R)-
NPE-OH. Auch hier wird ein Gemisch erhalten, welches durch klassische Säulenchromatographie nicht ge-
trennt werden konnte. 

Es wurde ein Gemisch aus O4-(R)-NPE-, O4-(S)-NPE-, N3-(R)-NPE- und N3-(S)-NPE-Gua-

nosin-Derivaten 157-160 erhalten, welches nicht durch Säulenchromatographie getrennt 
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werden konnte. Um die Zahl der entstehenden Isomere zu verringern, wurde die Enantio-

mere aus dem racemischen NPE-OH mittels chiraler HPLC getrennt. Um das gewünschte 

S-Enantiomer zu erhalten muss bei der Reaktion das (R)-NPE-OH Enantiomer verwendet 

werden, da die Mitsunobu-Reaktion einer Inversion[366] unterliegt. Es wurde ein Gemisch 

aus O4- und N3-NPE-2‘,3‘,5‘-TBDMS Uridin erhalten (siehe Abb. 164 unten), welches nur 

schwer durch Säulenchromatographie getrennt werden konnte, sodass nur 5% des reinen 

O4-NPE geschützten Uridin Regioisomers 157 erhalten wurde. Auch Höbartner und Sil-

verman[362] erhielten bei der Umsetzung von NPE-OH mit 5‘-DMTr-2‘-TOM-geschützten 

Uridin ein Enantiomerengemisch (~1:1), welches allerdings durch Säulenchromatographie 

getrennt werden konnte. Da die Synthese von 2‘-TOM-geschützten Nukleosiden aufwendig 

ist, wurde in dieser Arbeit nach einem alternativen Syntheseweg gesucht. 

Der alternative Syntheseweg startete mit der Aktivierung der Carbonylfunktion an Position 

4 vom 2‘,3‘,5‘-TBDMS Uridin 141 mit Triisopropylbenzolsulfonylchlorid zu 142. Obwohl die 

Sulfonsäureaktivierung nicht regioselektiv abläuft, sondern auch hier N-sulfoniertes Neben-

produkt erhalten wurde, kann eine nukleophile Substitution nur an der O4-sulfonsäureakti-

vierten Position stattfinden.  

 
Abb. 165 Reaktionsschema zur Darstellung von 157. 

Unter diesen Bedingungen werden gewöhnlich nur Adenosin und Cytidin mit NPE-NH2 ge-

schützt. Für die Darstellung von NPE-geschütztem Uridin wird jedoch das im Vergleich zu 

NPE-NH2 weniger nukleophile NPE-OH verwendet. Analog zu den Bedingungen zur Dar-

stellung des NPE-geschützten Cytidins wurde die Reaktion bei 95 °C mit Hünig-Base 

durchgeführt. Da nach 16 Stunden kein Umsatz beobachtet werden konnte, wurde eine 

stärkere nicht-nukleophile Base, DBU, zugegeben und die Reaktion für weitere 2 Stunden 

gerührt. Unter diesen Bedingungen konnten nur 7% eines leicht verunreinigten Produktes 

157 isoliert werden. Zur Verbesserung der Ausbeute wurde die Reaktion von Beginn an 

mit DBU durchgeführt und die Reaktionszeit wurde auf drei Tage verlängert. Allerdings 

konnte unter diesen Bedingungen kein Produkt isoliert werden. Da diese Syntheseroute 

kein robuster Weg ist, wurde nach einem alternativen Syntheseweg gesucht. 
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Abb. 166 Übersicht zur Darstellung von Uridin-3‘,5‘-bisphosphat pCNPEp nach einem alternativen Synthese-
weg. 

In der alternativen Synthesestrategie wurde anstatt einer Sulfonsäureaktivierung eine Ak-

tivierung der Carbonylfunktion an Position 4 des TBDMS-geschützten Uridin 116 mit Tria-

zol durchgeführt (siehe Abb. 166). Die Aktivierung des Carbonylfunktion erfolgte in Anleh-

nung an die Literaturvorschrift von Müller et al.[367] mit POCl3, Triethylamin und Triazol in 

quantitativer Ausbeute. Die Umsetzung von 161 mit enantiomerenreinem (S)-NPE-OH und 

DBU verlief in 70% Ausbeute. Unter diesen Synthesebedingungen konnten alle Nebenpro-

dukte effizient durch säulenchromatische Aufreinigung abgetrennt werden. Die Entfernung 

der TBDMS-Schutzgruppen mit TBAF und die Umsetzung mit Diphosphorylchlorid wurde 

von Anja Blümler (mit dem racematischen Derivat) durchgeführt und ergab ein Gemisch 

aus 2‘,5‘- und 3‘,5‘-Uridin-bisphosphat pCNPEp und 2‘,5‘-pCNPEp. 

4.2.2 Einbau der NPE-geschützen Nukleosid-3‘,5‘-Bisphosphate in RNA 

Die Synthese von positionsspezifisch photolabil-geschützter RNA findet in drei Stufen statt 

(siehe Abb. 167). Im ersten Schritt wird das NPE-geschützte Nukleosidbisphosphat an das 

3‘-Ende der RNA mit T4 RNA Ligase 1 (Rnl1) und ATP ligiert (3‘-Extension). Um die termi-

nal photolabil geschützte RNA in einer Splint-Ligation verwenden zu können, muss das 

3‘-Ende dephosphoryliert werden, was mit shrimp alkaline phosphatase (rSAP) durchge-

führt wurde. Im letzten Schritt findet eine Splint-Ligation mit einer 5‘-phosphorylierten Do-

nor-RNA mit T4 RNA Ligase 2 statt, sodass eine RNA mit einer internen photolabil-ge-

schützten Nukleobase erhalten wird. 
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Abb. 167 Übersicht der chemo-enzymatischen Synthese von intern photolabil-geschützter RNA. 

Der Einbau der Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate in RNA wurde von Sara Keyhani und Anja 

Blümler durchgeführt, während die Aufreinigung per HPLC auch zum Teil vom Autor dieser 

Arbeit durchgeführt wurde. Die, in Kapitel 4.2.1 synthetisierten, Nukleosid-3‘,5‘-bisphos-

phate wurden mit T4 RNA Ligase 1 und ATP an das 3‘-Ende eines 12mer RNA Stranges 

mit der Sequenz 5‘-GGA UAG UGA UCC-3‘ gehangen. Ein möglicher Mechanis-

mus[285,286,295] der 3‘-Extension mit einem modifizierten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat, T4 

RNA Ligase 1 und ATP ist in Abb. 168 gezeigt.  
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Abb. 168 Möglicher Mechanismus[285,286,295] der 3‘-Extension mit einem modifizierten Nukleosid-3‘,5‘-bisphos-
phat, T4 RNA Ligase 1 und ATP. Zur übersichtlichen Darstellung ist die Ligase kleiner und vereinfacht darge-
stellt, sodass ihre Funktion, die beteiligten Reaktionspartner räumlich zu koordinieren, nicht visualisiert wurde. 
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Im ersten Schritt reagiert ATP mit einer Lysin-Seitenkette der Ligase unter Freisetzung von 

Pyrophosphat. Das Nukleosidbisphosphat wird von der Ligase als Donor-RNA erkannt und 

bildet mit dem aktivierten AMP (Adenosin-Monophosphat) ein 5‘-5‘-Phosphoandydrid. Die-

ses reaktive Intermediat kann mit dem 3‘-OH der RNA reagieren. Als kleinstes Akzeptor-

Substrat wird ein Trinukleotid und als kleinster Donor ein Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat be-

nötigt.[295]  

Alle vier NPE-geschützten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate (pANPEp, pCNPEp, pGNPEp, pUN-

PEp) wurden erfolgreich und in guten Ausbeuten eingebaut. Dies konnte sowohl per RP-

HPLC als auch über Gelelektrophorese (siehe Abb. 169) beobachtet werden. Besonders 

in der RP-HPLC konnte durch die unpolare NPE-Schutzgruppe und dem 3‘-Phosphat 

(12mer-pNp) eine deutliche Verschiebung der Retentionszeit beobachtet werden (siehe 

Abb. 169 als Beispiel für den Einbau von pANPEp an das 3‘-Ende der RNA (12mer)), was 

eine leichte und effiziente Isolierung des Produktes erlaubte. Das Chromatogramm in Abb. 

169 zeigt zudem, dass der Umsatz vollständig war, da im Reaktionsmix (orangefarbene 

Spur) kein Edukt (12mer RNA) mehr vorhanden war (siehe Abb. 235 im Anhang für weitere 

Chromatogramme zum Einbau der NPE-geschützten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate). 

 
Abb. 169 Gelfoto des denaturierenden 20% PAA-Gels zur Visualisierung des Einbaus der photolabil geschütz-
ten Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate in RNA (1.Schritt), sowie deren Dephosphorylierung (2.Schritt) (links). Die 
Abbildung wurde von Sara Keyhani übernommen. RP-HPLC Chromatogramm vom 12mer RNA Edukt (im Li-
gationspuffer mit ATP ohne Enzym, blaue Spur) und der 3‘-Extension-Reaktion des 12mer mit pANPEp, T4 RNA 
Ligase 1 und ATP zur Synthese von 12mer-pANPEp (orangefarbene Spur). Die Detektion erfolgte bei 260 nm. 

Allgemein sind die Ausbeuten (siehe Tabelle 12) der 3‘-Extension exzellent für pANPEp und 

pGNPEp bis gut für pCNPEp und pUNPEp. Teilweise sind die Ausbeuten sogar besser als die 

von McLaughlin et al.[295] publizierten für den Einbau von unmodifizierten Nukleosid-3‘,5‘-

bisphosphate und auch ähnlich zu dem von Arenz et al.[274] Alkin-modifizierten Uridin-3‘,5‘-
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bisphosphat (siehe 1.6.2). Die Produkte konnten massenspektrometrisch eindeutig identi-

fiziert werden (siehe Tabelle 12). 

 Tabelle 12 Sequenzen, Ausbeuten und massenspektrometrische Analyse (ESI-) der synthetisierten 

Oligonukleotiden. Die Ausbeuten wurden anhand der Integrale der HPLC-Signale bestimmt. 

Sequenzen Bezeichnungen Ausbeute berechnete 
Masse 

gemessene 
Masse 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pANPEp-3‘  12mer-pANPEp quantitativ 4391,6 4391,4 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pANPE-3‘  12mer-pANPE quantitativ 4311,7 4313,6 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pCNPEp-3‘  12mer-pCNPEp 56% 4367,6 4369,6 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pCNPE-3‘  12mer-pCNPE quantitativ 4287,6 4289,6 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pGNPEp-3‘  12mer-pGNPEp 99% 4410,6 4409,5 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pGNPE-3‘  12mer-pGNPE quantitativ 4330,7 4329,6 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pUNPEp-3‘   12mer-pUNPEp 48% 4368,6 4370,5 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pUNPE-3‘   12mer-pUNPE quantitativ 4288,6 4209,5 

Die Ergebnisse zeigten deutlich, dass eine photolabile Schutzgruppe den Einbau von Nuk-

leosid-3‘,5‘-bisphosphaten nicht hinderte. Dies lässt darauf schließen, dass die Erkennung 

des Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphates von der T4 RNA Ligase 1 hauptsächlich über die 3‘,5‘-

bisphosphorylierte Ribose abläuft und die Watson-Crick-Wechselwirkungen der Nukle-

obase eine eher untergeordnete Rolle spielen. 

Im nächsten Schritt wurden von Sara Keyhani und Anja Blümler die terminal modifizierten 

RNAs mit shrimp alkaline phosphatase dephosphoryliert. Die Aufreinigung erfolgte erneut 

per RP-HPLC, kann bei einem 13mer RNA aber auch per Gelelektrophorese analysiert 

werden (siehe Abb. 169). Ein Beispiel eines HPLC-Chromatogramms für 12mer-pANPEp 

(vor und nach Belichtung) und dem dephosphorylierten Produkt 12mer-pANPE ist in Abb. 

170 (links) gezeigt. Die Ausbeuten der Dephosphorylierung sind quantitativ (siehe Tabelle 

12) und die Produkte konnten eindeutig durch Massenspektrometrie nachgewiesen wer-

den. Auch bei diesem enzymatischen Schritt waren die NPE-Schutzgruppen vollständig 

kompatibel. 

 
Abb. 170 RP-HPLC Chromatogramm von 12mer-pANPEp (schwarz), sowie nach Dephosphorylierung (12mer-
pANPE, grün) und Belichtung bei 365 nm (12mer-pAp, magenta). Die Detektion erfolgte bei 260 nm. 
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4.2.3 Splint-Ligation der 12mer-pNNPE RNA mit der 48mer RNA 

 
Abb. 171 Schematische Darstellung der Splint Ligation von 12mer-pNNPE mit einer 5‘-phosphorylierten RNA, 
T4 RNA Ligase 2, ATP und einem volllängen DNA Splint. B* steht für eine NPE-geschützte Nukleobase (A, C, 
G, U). 

Da terminal photolabil-geschützte RNA nur in wenigen Fällen eine Anwendung finden 

kann, wurde als nächstes die terminal geschützte RNA in einer Splint-Ligation mit einer 

Donor-RNA (48mer) verwendet, wodurch eine intern photolabil-geschützte RNA (61mer) 

erhalten wurde.  

4.2.3.1 Synthese der 48mer Donor RNA 

Das 5‘-phosphorylierte 48mer (5‘-pGGC GGG AGU UGG GCU AGG GAG GAA CAG CCU UUU 

CUA GGC UAA GGC CCA-3‘) wurde vom Autor dieser Arbeit mittels Festphasensynthese 

hergestellt. Zur Einführung des 5‘-Phosphates wurde das Phosphoramidit solid CPR (Link-

tech Co., siehe Abb. 172 rechts unten) verwendet. Das Phosphat-Phosphoramidit enthält 

Schutzgruppen, die erst nach Abspaltung der DMTr-Schutzgruppe unter basischen Bedin-

gungen abgespalten werden können. Dies erlaubte nicht die Aufreinigung der RNA nach 

der DMTr-ON Methode, da unter basischen Bedingungen die entschützte RNA hydrolysie-

ren könnte. Deswegen wurde nach der Abspaltung der DMTr-Schutzgruppe am Synthesi-

zer mit Dichloressigsäure die Cyanoethyl-Schutzgruppen unter milden Bedingungen mit 

Diethylamin noch an der festen Phase entfernt und durch Waschen mit Acetonitril entfernt 

(siehe Abb. 172). Dies verhindert die Addition von Acrylnitril an die N3-Position von Uridin. 

Durch die Inkubation in ethanolischem/wässrigem Ammoniak wurden die Schutzgruppen 

auf den Nukleobasen und die Schutzgruppen der Phosphat-Modifikation entfernt.  
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Abb. 172 Reaktionsschema (Mechanismus) der Entschützung einer RNA mit einer 5‘-Phosphat Modifikation 
(solid CPR). 

Im Anschluss wurden die 2‘-O-TBDMS-Schutzgruppen mit Triethylamin-Trihydrofluorid 

entfernt und die RNA mit Ethanol gefällt. Die Aufreinigung erfolgte per Ionenaustau-

scherchromatographie und anschließender RP-HPLC. Das analytische HPLC Chromo-

gramm ist in Abb. 173 gezeigt. Die RNA konnte zudem massenspektrometrisch (MALDI) 

nachgewiesen werden. 

                            

Abb. 173 Analytisches RP-HPLC Chromatogramm der 48mer RNA (links). Der Gradient ist auf der Sekun-
därachse gezeigt. Puffer A: 400mM HFIP, 16,3 mM TEA pH 8.0; Puffer B: MeOH. Die Detektion wurde bei 
260 nm durchgeführt. Gelfoto des denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der 48mer RNA mit einer RNA 
Leiter (ssRNA low range ladder, NEB) ist in rechts gezeigt.  

4.2.3.2 Mechanismus, Durchführung und Analytik der Splint-Ligation 

Der Mechanismus[285] der Ligation mit T4 RNA Ligase 2 läuft ähnlich zu dem der T4 RNA 

Ligase 1 ab. Im ersten Schritt reagiert ATP mit einer Lysin-Seitenkette der Ligase unter 

Freisetzung von Pyrophosphat und im zweiten Schritt wird AMP auf das 5‘-Phosphat der 

Donor-RNA übertragen (5‘-Adenylierung, AppRNA, siehe Abb. 174). Im dritten Schritt greift 

das 3‘-OH der Akzeptor-RNA an das 5‘-Phosphat der Phosphoanhydrid-Bindung von Ap-

pRNA an, wobei AMP freigesetzt wird und eine neue Phosphordiesterbindung gebildet 

wird.  
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Abb. 174 Mechanismus der Splint-Ligation mit T4 RNA Ligase 2, ATP und einem DNA Splint.[285] 

Shuman et al.[368] zeigten, dass eine Fehlbasenpaarung am 3‘-Ende der Akzeptor-RNA mit 

dem Splint zu einer langsameren Reaktion führt, ohne die Gesamtausbeute zu beeinflus-

sen. Im Vergleich zu den kanonischen Watson-Crick-Basenpaarungen führt eine A-A- und 

eine U-G-Fehlbasenpaarung im zweiten Schritt der Reaktion (Phosphoanhydrid Bildung) 

zu einer 65- und 30-fachen und im dritten Schritt zu einer 8-  und 5-fachen Verlangsamung 

der Reaktion. Das bedeutet, dass die 5‘-Adenylierung der Donor-RNA (Schritt 2) stärker 

beeinflusst wird, als die Knüpfung der Phosphordiesterbindung, was an der optimalen Po-

sitionierung der Akzeptor-RNA liegen kann. Zudem korreliert der Grad der strukturellen 

Störung (A-A stört stärker als ein G-U Fehlbasenpaar) des Nicks mit der Geschwindigkeit 

von Schritt 2. Wird die lokale Störung einer photolabilen Schutzgruppe ähnlich zu der einer 

Fehlbasenpaarung betrachtet, sollte die Reaktion zwar langsamer, jedoch vollständig ab-

laufen. 

Die Ligation wurde mit einem Volllängen-Splint (Sequenzen siehe Abb. 175), ATP und T4 

RNA Ligase 2 von Sara Keyhani durchgeführt. Alle Ligationen wurden mit demselben Splint 

durchgeführt, welcher Gegenüber der Nukleobase mit der NPE-Schutzgruppe eine Thymi-

din-Base hat. Da die photolabile Schutzgruppe die Basenpaarung ohnehin stört, wurde 

darauf verzichtet (außer für 12mer-pUNPE) einen zu der Sequenz vollständig komplemen-

tären Splint zu verwenden. 
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Abb. 175 Sequenzen der verwendeten Nukleinsäuren in der Splint-Ligation. 

Die Splint-Ligation (mit anschließendem DNase Verdau) konnte erfolgreich mit allen vier 

NPE-geschützten RNAs (12mer-pNNPEp, N=A, C, G, U) durchgeführt werden (siehe 

PAGE Gel in  

Abb. 176). Das Ligationsprodukt (61mer-NNPE) konnte effizient per RP-HPLC aufgereinigt 

werden (Chromatogramm des Reaktionsgemisches von 61mer-ANPE ist in  

Abb. 176 gezeigt; für das RP-HPLC Chromatogramm des aufgereinigten 61mer-pANPE 

siehe Abb. 177 ). Die Ausbeute wurden anhand der Intensitäten der Gelbanden bestimmt 

und betrugen 49%, 9%, 46% und 47% für 61mer-ANPE, 61mer-CNPE, 61mer-GNPE und 

61mer-UNPE. Die unterschiedlichen Ausbeuten waren nicht ungewöhnlich, da generell für 

jedes Konstrukt die Ligationsbedingungen optimiert werden müssen, worauf an dieser 

Stelle verzichtet wurde. 

 

Abb. 176 Gelfoto des denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der Splint-Ligation nach DNase Verdau 
(links, aufgenommen und modifiziert übernommen von Sara Keyhani) und ein RP-HPLC Chromatogramm 
(rechts) des Reaktionsgemisches der Splint-Ligation von 12mer-pANPE und der 5‘-phosphorylierten RNA 
(48mer). Der Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. Puffer A: HFIP 400 mM, TEA 16,3 mM (pH 8). Die 
Detektion erfolgte bei 260 nm.  

Da die photolabil-geschützten Ligationsprodukte (61merNNPE, N=A, C, G, U) nicht massen-

spektrometrisch identifiziert werden konnten, wurde die korrekte Länge der RNAs über Ge-

lelektrophorese (für ein Beispiel siehe Abb. 177 rechts) und das Vorhandensein einer pho-

tolabilen Schutzgruppe über den Vergleich der Retentionszeit vor und nach Belichten mit 

UV-Licht (365 nm) (siehe Abb. 170 rechts für ein Beispiel an 61merANPE) nachgewiesen. 
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Abb. 177 Gelfoto eines denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der Splint-Ligation von 12mer-pANPE mit 
einer 5‘-phosphorylierten RNA (48mer) ist links gezeigt. Gezeigt sind die Edukte, der unaufgereinigte Ligati-
onsmix und das HPLC gereinigte Produkt. Die Abbildung wurde von Sara Keyhani modifiziert übernommen. 
Das RP-HPLC Chromatogramm vom dem gereinigten Produkt der Ligation (61mer RNA) vor und nach Belich-
tung bei 365 nm ist rechts gezeigt. Die Verschiebung der Retentionszeit nach UV-Belichtung beweist das Vor-
handensein einer photolabilen NPE-Schutzgruppe. 

Auch bei diesen enzymatischen Reaktionen störten die photolabilen Schutzgruppen nicht 

und verhielten sich vermutlich ähnlich wie eine Fehlbasenpaarung am 3‘-Ende der Akzep-

tor-RNA. Es wurde allerdings nicht untersucht, ob die Reaktionszeit im Vergleich zu unmo-

difizierter RNA länger sein muss. Dies steht auch im Einklang mit der Tatsache, dass für 

alle Ligationen derselbe Splint verwendet wurde, obwohl sich die Sequenzen an der 3‘-

Position der Akzeptor-RNA unterschieden. 

 

4.2.3.3 Synthese einer lichtaktivierbaren Aptamerdomäne des 2‘dG Riboschalters  

Riboschalter sind genregulierende Elemente, die auf der 5‘-untranslatierten Region (UTR) 

von mRNAs liegen.[369] Dabei kann die Regulation der Genexpression auf der Ebene der 

Transkription oder Translation stattfinden. In Eukaroyten (Pflanzen, Pilze) konnte bislang 

nur wenige Riboschalter gefunden werden,[370] welche alternatives Spleißen regulieren,[371] 

auf was hier im Folgenden nicht weiter eingegangen wird. Riboschalter besitzen spezielle 

evolutionär konservierte Liganden-Bindungs-Domänen (Aptamer) und eine variable Se-

quenz, die Expressions-Plattform.[369] Wie der Name Riboschalter schon sagt, besitzen sie 

die Funktion eines Gen-Schalters. Riboschalter sind cis-regulierende Elemente, das be-

deutet, dass sie die Genexpression der mRNA regulieren, die wiederum an der Synthese 

des eigenen Metabolits beteiligt ist.[372] Übersteigt ein Metabolit eine bestimmte Konzent-

ration, kann dieser an die spezifische Ligandenbindungsstelle binden, was zu einer struk-

turellen Veränderung des Riboschalters führt.[373]  
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Es werden zwei Varianten von Riboschaltern in Bakterien unterschieden: Bei einem ON-

Schalter führt die Ligandenbindung zur Aktivierung und bei einem OFF-Schalter zur Ter-

minierung der Genexpression. In Abb. 178 ist die Funktion eines Riboschalters am Beispiel 

eines transkriptionellen OFF-Schalters dargestellt. In Anwesenheit des Liganden bildet sich 

ein Terminatorstamm, was zur Dissoziation der Polymerase führt und somit die Transkrip-

tion terminiert. In Abwesenheit des Liganden bildet sich ein Antiterminatorstamm und die 

Transkription wird fortgesetzt. Typische Liganden sind Fluorid- und Magnesiumionen, Pu-

rine, Kofaktoren sowie Aminosäuren.  

  

Abb. 178 Schematische Darstellung der Funktion eines transkriptionellen OFF-Riboschalters. Die Liganden-
bindung in der Aptamer-Domäne führt zur Bildung eines Terminatorstammes und die Transkription wird termi-
niert (links). In Abwesenheit des Liganden bildet der Riboschalter einen Antiterminatorstamm und die Tran-
skription der mRNA wird fortgesetzt (rechts). 

Die meisten aller bekannten Riboschalter gehören zu der Gruppe der Purin-spezifischen 

(z.B. Guanosin, Adenin, 2‘-Deoxyguanosin, preQ1, SAM) Riboschalter.[374] Der 2‘dG-spezi-

fische I-A-Riboschalter aus dem Bakterium Mesoplasma florum bindet 2‘-Deoxyguanosin 

mit einem KD (in vitro) von ungefähr 150 nM.[375] Besonders bedeutend für die Liganden-

bindung ist die Ausbildung von Watson-Crick-Wechselwirkungen zwischen dem Liganden 

und Cytidin an Position 61 (C61) (siehe Abb. 179 links).[376] Der transkriptionelle OFF-Typ 

Riboschalter reguliert die Genexpression der Ribonukleotid-Reduktase,[377] ein Enzym wel-

ches die Umwandlung von Guanosin in 2‘-Deoxyguanosin katalysiert (siehe Abb. 179 

rechts).[378]  
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Abb. 179 Struktur der Aptamerdomäne des 2‘dG Riboschalters (links). Entscheidend für die Ligandenbindung 
ist die Watson-Crick-Wechselwirkung mit C61. Die Abbildung wurde von Sara Keyhani übernommen und mo-
difiziert. Die Funktion des 2‘dG Riboschalters ist rechst gezeigt. Im ON-Zustand exprimiert die durch den Ri-
boschalter regulierte RNA das Enzym Ribonukleotid-Reduktase, welches die Dehydroxylierung von Guanosin 
zu 2‘-Deoxyguanosin (2‘dG) katalysiert. Der Metabolit (2‘dG) kann an die Aptamer-Domäne binden, was zur 
Bildung eines Terminatorstamms führt und somit die Genexpression der Ribonukleotid-Reduktase und die Syn-
these von 2‘-Deoxyguanosin inhibiert. Die rechte Abbildung wurde aus der Dissertation von Dr. Christina Helm-
ling entnommen. 

Da aus einer vorangegangen Studie[376] bekannt war, dass das Cytidin an Position 61 ent-

scheidend für die Ligandenbindung ist, sollte eine photolabile Schutzgruppe an dieser Po-

sition temporär die Ligandenbindung verhindern. Erst nach Belichtung, sollte der Ligand 

binden (siehe Abb. 180). NMR-spektroskopisch sollte das Vorhandensein der Liganden-

bindung vor und nach Belichtung untersucht werden. Diese Anwendung sollte zugleich 

aufzeigen, dass die hier vorgestellte chemo-enzymatische Methode zur Einführung von 

photolabilen Schutzgruppen ideal geeignet ist, die für NMR benötigten größeren Mengen 

an RNA herzustellen, was über klassische Festphasensynthese oft problematisch ist. 

 
Abb. 180 Sekundärstruktur und Funktion des lichtaktivierbaren 2‘dG Riboschalters vor (dGsw80-NPE) und nach 
(dGsw80) UV-Bestrahlung in Anwesenheit eines 15N markierten Liganden (2‘dG). Der Riboschalter enthält ein 
zusätzliches G am 5‘-Ende zur Steigerung der Transkriptionseffizienz. Die Abbildung von Sara Keyhani modi-
fiziert übernommen.  

Die Synthese des lichtaktivierbaren Riboschalters (siehe Abb. 180 und Abb. 181) wurde 

von Sara Keyhani durchgeführt. Im ersten Schritt wurde das Aptamer bis zur Position 61 

mit T7 RNA Polymerase transkribiert und per RP-HPLC gereinigt (→ dGsw60). Im nächsten 

Schritt wurde das (S)-NPE-geschützte Cytidin-3‘,5‘-bisphosphat (pNNPEp) mit T4 RNA 
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Ligase 1 an das 3‘-Ende der RNA geknüpft (→ dGsw61-pCNPEp). Da die 3‘-Extension mit 

pCNPEp an das 12mer RNA nur mit mäßigen Ausbeuten ablief, wurde eine Optimierungs-

reihe für dieses Konstrukt untersucht. Die Ergebnisse zeigen, dass durch Optimierung der 

RNA Konzentration, sowie dem RNA/pCNPEp-Verhältnis die Ausbeute von 8% auf 62% ge-

steigert werden kann (siehe Tabelle 13). 

Tabelle 13 Optimierungsstudien der 3‘-Modifizierung mit pCNPEp für die chemo-enzymatische Synthese eines 
lichtaktivierbaren Riboschalters. Die Optimierungen wurden von Sara Keyhani durchgeführt. 

RNA Konzentration Ausbeute  RNA/pCNPEp Verhältnis Ausbeute 

 5 μM 8%             1:4 64% 
  12 μM 19%             1:10 62% 

  20 μM 49%             1:50 56% 

  50 μM 62%             1:100 40% 

 
Nach erfolgreicher Aufreinigung per RP-HPLC wurde das 3‘-Phosphat von dGsw61-pCNPEp 

mit Shrimp Alkaline Phosphatase (rSAP) dephosphoryliert (→ dGsw61-pCNPE). Im letzten 

Schritt wurde dGsw61-pCNPE mit einer 5‘-phosphorylierten Donor-RNA (18mer) in einer 

Splint-Ligation mit T4 RNA Ligase 2 zu dGsw79-NPE umgesetzt und über RP-HPLC aufge-

reinigt.  

 

Abb. 181 Synthese des lichtaktivierbaren 2‘dG-Riboschalters (dGSw79-NPE). 

Die RNA Struktur und die Ligandenbindung wurden NMR-spektroskopisch von Sara 

Keyhani untersucht. Die Analyse der Sekundärstruktur erfolgte durch die Resonanzsignale 

der Iminoprotonen (von Gs und Us) in der basenpaarenden Region bei 9-15ppm. Im Ver-

gleich zu einem nicht-photolabil geschützten Riboschalter als Referenz Ref-dGsw79 (mit 
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anderen Überhängen), weißt der photolabil geschützte Riboschalter dGsw79-NPE eine an-

dere Struktur auf (siehe Abb. 182). 

 

Abb. 182 A: Sekundärstruktur von dGsw79-NPE (links) und einer nicht photolabil geschützten Referenz Ref-
dGsw79 (rechts). B: 1H-NMR Spektren (800 MHz, 298 K) von dGsw79-NPE (links) und Ref-dGsw79 (rechts) 
(34 μM in NMR-Puffer). Die Basenpaarungen, die in beiden Spektren beobachtet wurde, sind rot markiert. Die 
Abbildung wurde von Sara Keyhani modifiziert übernommen. 

Titration von dGsw79-NPE mit 1 mM Mg2+ führte zu einer strukturellen Änderung (siehe Abb. 

183). Nach Zugabe von 2,2 Äquivalenten des 15N-markierten Liganden (2‘dG) änderte sich 

die Struktur nicht weiter, da der Ligand aufgrund der photolabilen Schutzgruppe nicht (aus-

reichend) mit dem Riboschalter wechselwirken konnte. Diese Annahme wurde durch die 

Abwesenheit eines Iminosignals im 15N-editierten 1H-NMR Spektrum zusätzlich bewiesen. 

Nach UV-Belichtung mit einem Laser (365 nm, 4 W, 2x1 s) fand eine Umfaltung des Ri-

boschalters statt (siehe Abb. 183, unten) und ein Iminosignals war im 15N-selektiven 1H-

NMR Spektrum detektierbar. Aufgrund der geringen Konzentration der Probe (34 μM) 

konnte die Kinetik der Faltung nicht beobachtet werden. Zudem war eine vollständige Zu-

ordnung der Signale nicht möglich. 
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Abb. 183 1H-NMR und 15N-selektives 1H-NMR Spektren des dGsw80-NPE Riboschalters vor und nach Zugabe 
von Magnesium, Ligand, sowie nach Bestrahlung mit UV-Licht (365 nm, 4 W, 1 s). Die Abbildung wurde von 
Sara Keyhani modifiziert übernommen. 

4.2.4 Chemo-enzymatische Synthese von funktionalisierter RNA 

Wie in Kapitel 1.6.2 ausführlich beschrieben erlaubt die T7 RNA Polymerase den Einbau 

von modifizierten Initiatornukleotiden an das 5‘-Ende von RNA während der Transkription. 

Bei diesem Konzept wird sich zu Nutzen gemacht, dass Guanosin oder Guanosin-Mono-

phosphate (abhängig vom Promotor auch Adenosin Derivate) nur als Initiator verwendet 

werden können, nicht aber in der Elongation der transkribierenden RNA. Da Initiatornukle-

otide mit GTP um den Einbau am 5‘-Ende konkurrieren, müssen die Initiatornukleotide im 

Überschuss eingesetzt werde, um hohe Ausbeuten zu erzielen. Durch die selektive Ein-

führung einer funktionalisierenden Gruppe kann RNA markiert werden, z.B. mit Fluoropho-

ren oder immobilisiert[281] werden, um eine bessere Aufreinigung zu erzielen. Click-Chemie 

bietet ideale Bedingungen für eine Modifizierung, da die Reaktionen selektiv und häufig 

quantitativ ablaufen und viele Modifikationen kommerziell erhältlich sind.[379] Seyfried et 

al.[128] verwendeten Alkin-modifizierte NPE-Schutzgruppen (1-(2-Nitrophenyl)but-3-in; 

NPBY) auf DNA Basen, um mit einem Bis-Azid-Linker unter Kupfer(I)-Katalyse DNA zu 

zyklisieren (siehe Abb. 184). Dadurch wurde das Oligonukleotid in eine global ungünstige 
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Konformation gezwungen, die es nicht mehr ermöglichte, die komplementäre Nukleinsäure 

oder ein Protein zu binden. 

 
Abb. 184 Schematische Darstellung der (Ende-zu-Ende) Zyklisierung von photoaktivierbaren Nukleinsäuren 
nach Seyfried et al.[128] Durch Festphasensynthese wurden NPBY-geschützte Nukleotide in DNA eingeführt. 
Die DNA wurde mit einem Bis-Azid-Linker unter Kupfer(I)-Katalyse zyklisiert. Im zyklisierten Zustand ist keine 
Hybridisierung möglich. UV-Belichtung führte zur Abspaltung des Linkers und somit zur Linearisierung der Nuk-
leinsäure, was eine Bindung der komplementären Nukleinsäure ermöglichte. 

Ziel dieser Arbeit war die Synthese eines NPBY-modifizierten Initiatornukleotides (NPBY-

pG, siehe Abb. 185), um das 5‘-Ende von RNA mit einer chemo-enzymatischen Methode 

zu funktionalisieren. Um eine Zyklisierung zu ermöglichen sollte zudem ein NPBY-ge-

schütztes Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat synthetisiert werden, was eine Einführung am 

3‘-Ende von RNA ermöglichen und wie in Kapitel 4.2.3 beschrieben auch zu einer internen 

Modifikation transformiert werden sollte. Beide Modifikationen schaffen die Möglichkeit 

RNA spezifisch temporär zu markieren oder funktionalisieren. 
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Abb. 185 Struktur des NPBY-geschützten Initiatornukleotides (NPBY-pG, links) und des NPBY-geschützten 
Cytidin 3‘,5‘-Bisphosphates (pCNPBYp, rechts). 
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4.2.4.1 Synthese des NPBY-geschützten Initiatornukleotides (NPBY-pG) 

Obwohl die deutliche Mehrheit der publizierten Initiatornukleotide auf 5‘-Guanosin-Mono-

phosphat-Derivaten basiert (siehe Kapitel 1.6.2), gibt es Beispiele[270,380], an denen die Mo-

difikation direkt an der C5‘-Position von Guanosin verknüpft ist. Ohne das 5‘-Monophos-

phat könnte 5‘-NPBY-5‘-Deoxyguanosin NPBY-G in nur zwei Synthesestufen dargestellt 

werden (siehe Abb. 186). Im ersten Schritt wurde nach Literaturvorschrift[381] Guanosin mit 

Iod, Triphenylphosphin und Imidazol zu 5‘-Iodo-5‘-Deoxyguanosin 139 in 40% Ausbeute 

umgesetzt. In der nachfolgenden nukleophilen Substitution mit NPBY-OH[128] und DBU zu 

5‘-NPBY-5‘-Deoxyguanosin NPBY-G konnte allerdings nicht das gewünschte Produkt iso-

liert werden, weshalb ein anderer Syntheseweg durchgeführt wurde. 

 
Abb. 186 Syntheseweg 1 zur Darstellung eines NPE-Alkin (NPBY) photolabil geschützten Guanosin Initia-
tornukleotides. Die Jodierung der 5‘-Position von Guanosin erfolgte nach Literaturvorschrift.[381] Eine anschlie-
ßende nukleophile Substitution mit NPBY-OH und DBU ergab keinen Umsatz, weshalb nach einer anderen 
Syntheseroute gesucht wurde. NPBY-OH wurde nach der Literaturvorschrift von Seyfried et al.[128] synthetisiert.  

Im ersten Schritt wurde Guanosin nach Literaturvorschrift[382] in annähernd quantitativer 

Ausbeute zu 2‘,3‘,5‘-Tri-O-TBDMS-Guanosin 164 umgesetzt. Da primäre Silylether-

Schutzgruppen leichter unter sauren Bedingungen abzuspalten sind,[383] konnte im nächs-

ten Schritt selektiv die 5‘-TBDMS Schutzgruppe nach Literaturvorschrift[384] mit verdünnter 

Trifluoressigsäure bei 0 °C abgespalten werden (85% Ausbeute). Zur Einführung einer 

Phosphatgruppe und der Möglichkeit zur dessen Modifizierung eignet sich ideal Phospho-

ramidit-Chemie. Dazu wurde nach Literaturvorschrift[275] 2‘,3‘-O-TBDMS Guanosin 165 mit 

2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidit umgesetzt um Verbindung 142 in 70% 

Ausbeute zu erhalten. Im letzten Schritt wurde das Phosphoramidit 166 mit Dicyanoimida-

zol aktiviert und mit NPBY-OH umgesetzt. Durch Zugabe von tert.-Butylhydroperoxid 

wurde das Phosphit zum Phosphat oxidiert. Da in der Literaturvorschrift nicht angegeben 

war in welchem Lösungsmittel tert.-Butylhydroperoxid vorlag, wurde eine 70% wässrige 

Lösung verwendet. Allerdings zeigten die Analyse per DC-MS das Vorhandensein von 

nicht-oxidierter Spezies, sodass in zukünftigen Studien die Verwendung von tert.-Butylhyd-

roperoxid in Decan getestet werden könnte. Nach Entfernung aller flüchtigen Bestandteile 

im Hochvakuum, wurde der Rückstand mit TBAF (in THF) aufgenommen und für 2 h bei 
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Raumtemperatur gerührt. Das Reaktionsgemisch wurde über eine kurze Schicht von RP-

Kieselgel filtriert, um Fluorid-haltige Verbindungen zu entfernen, welche die RP-HPLC 

Säule schädigen könnten. Die Aufreinigung erfolgte per RP-HPLC (siehe Abb. 188, links) 

mit 0,1 M TEAA Puffer und Acetonitril. Zur Entfernung der überschüssigen Triethylammo-

nium(acetat)-Salze wurde eine RP-HPLC mit den Eluenten Wasser und Acetonitril durch-

geführt (siehe Abb. 188, rechts). Das Produkt konnte eindeutig durch 1H-NMR und 31P-

NMR Spektroskopie (siehe Abb. 189), sowie durch massenspektrometrische Analyse cha-

rakterisiert werden. 
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Abb. 187 Syntheseweg 2 zur Darstellung eines NPE-Alkin (NPBY) photolabil geschützten Guanosin-Initia-
tornukleotides NPBY-pG. Die Darstellung von Verbindung 166 erfolgte nach Literaturvorschrift[275]. 

 
Abb. 188 RP-HPLC Chromatogramme zur Isolierung (link) und zur Entsalzung (rechts)von NPBY-pG. Der grün 
gefärbte Peak zeigt das gewünschte Produkt an. Die Gradienten sind auf der Sekundärachse gezeigt. Eluen-
ten: 0,1 M TEAA (pH 7) und MeCN 10 mLꞏmin-1. Verwendete RP-HPLC Säule: MultoKrom 100-5 C18, 250x22 
mm. 
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Abb. 189 1H-NMR (links, 500 MHz) und 31P-NMR Spektrum (rechts, 202 MHz) von NPBY-pG in D2O. Aufgrund 
der racemischen NPBY-Schutzgruppe, ist sowohl im 1H-NMR als auch im 31P-NMR Spektrum ein doppelter 
Signalsatz zu sehen. 

 

4.2.4.2 Transkription mit dem lichtaktivierbaren Initiatornukleotid NPBY-pG 

Die Transkription mit dem Initiatornukleotid wurde von Sara Keyhani am Beispiel des 2‘dG 

Riboschalters (dGsw60) durchgeführt (siehe Abb. 190). Da das Initiatornukleotid mit GTP 

um den Einbau am 5‘-Ende konkurriert, wurde das Initiatornukleotid im 9-fachen Über-

schuss eingesetzt. Der erfolgreiche Einbau des Initiatornukleotides wurde per RP-HPLC 

mit 73% Effizienz quantifiziert (siehe Abb. 190), wobei keine Untersuchungen zur Bestim-

mung der totalen Transkriptionsausbeute durchgeführt wurden.  

 

 
Abb. 190 Reaktionsschema der Transkription mit dem NPBY-pG Initiatornukleotid (oben). RP-HPLC Chroma-
togramm der Transkription von dGsw60 mit der T7 RNA Polymerase und 10 Eq. des Initiatornukleotides (NPBY-
pG) ohne (-hv, orange) und mit (+hv, magenta) vorhergehender UV-Bestrahlung (400 mW, 120 s) (unten). 
Durch Integration der Peaks im Chromatogramm ohne Bestrahlung bei min 14,6 und 19,0 konnte die Einbauef-
fizienz auf 73% quantifiziert werden. 

Studien[270,275,277,283] zeigten, dass häufig Optimierungen der NTP-Konzentration und des 

GTP- zu Initiatornukleotid-Verhältnis notwendig sind, um eine hohe Ausbeute bei hoher 

Einbaueffizienz zu erreichen und das diese Optimierungen für jedes Initiatornukleotid neu 

durchgeführt werden müssen. 
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4.2.4.3 Synthese des NPE-Alkin modifizierten Cytidin-3‘,5‘-bisphosphates (pCNPBYp) 

Nach Literaturvorschrift[385] wurde ausgehend von NPBY-OH in zwei Stufen NPBY-NH2 

(siehe Abb. 191) in Gesamtausbeute von 74% hergestellt. In einer nukleophilen Substitu-

tionsreaktion wurde 142 (siehe Kapitel 4.2.1.2) mit NPBY-NH2 unter basischen Bedingun-

gen zu 167 umgesetzt. Durch Säulenchromatographie konnten zwei Diastereomere (als 

früh und spät eluierend bezeichnet) getrennt isoliert werden, die auf das racemische NPBY 

zurückzuführen sind. Da die Stereochemie der Diastereomere spektroskopisch nicht ein-

deutig zugeordnet werden konnten, wurde im Folgenden nur mit dem früh eluierenden Iso-

mer weitergearbeitet und die Diastereomerenreinheit mit einem Stern gekennzeichnet.  

 
Abb. 191 Syntheseübersicht zur Darstellung von pCNPBYp. Die Synthese von NPBY-NH2 erfolgte nach Litera-
turvorschrift[385]. 

Die Abspaltung der TBDMS-Schutzgruppen erfolgte unter Standardbedingung mit TBAF in 

THF und ergab in 94% Ausbeute Verbindung 168. Die Umsetzung zu pCNPBYp erfolgte 

nach der Methode von Uhlenbeck et al.[288] mit Diphosphorylchlorid und lösungsmittelfrei. 

Durch RP-HPLC konnten zwei Fraktionen isoliert werden: 14% einer 1:1 Mischung aus 

3‘,5‘- und 2‘,5‘-Bisphosphat Regioisomeren und 15% einer Fraktion aus 3‘,5‘-Bisphosphat 

mit ~38% 5‘-Monophosphat und ~14% 2‘,5‘-Bisphosphat NPBY-Cytidin.  
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Abb. 192 RP-HPLC Chromatogramm zur Aufreinigung von pCNPBYp. Die gesammelten Fraktionen, die analy-
siert wurden sind blau (Fraktion-1) und orange (Fraktion-2) markiert. Als Eluenten wurden 0,1 M TEAB (pH 8) 
und MeCN verwendet. Detektion erfolgte bei 260 nm. Gradient (siehe Sekundärachse): 0-1 min auf 5% MeCN, 
1-2 min auf 15% MeCN und 2-24 min auf 55% MeCN; 10 mLꞏmin-1. Verwendete RP-HPLC Säule: MultoKrom 
100-5 C18 (22x250 mm). 

Die Zuordnung erfolgte über 31P-HMBC-NMR Spektroskopie (siehe Abb. 193 und Abb. 

194). Da die Verunreinigung die Effizienz des Einbaus von pCNPBYp nicht beeinflusst, 

wurde auf weitere Auftrennung verzichtet. In den 31P-NMR Spektren beider Fraktionen 

wurde zudem eine nicht zuordnungsbare Verbindung im Bereich von -13ppm beobachtet, 

welche nicht weiter charakterisiert wurde. Da die T4 RNA Ligase 1 selektiv nur das 3‘,5‘-

Isomer als Substrat verwendet, wurde auf eine weitere Auftrennung verzichtet. 

   

Abb. 193 31P-NMR Spektrum (links, 202 MHz) (Fraktion-2, siehe Abb. 192) eines Gemisches von 2‘,5‘-
pCNPBYp und 5‘-pCNPBY und das korrespondierende 31P-HMBC NMR Spektrum für die Zuordnung der Signale 
(rechts). Die Spektren wurden in D2O an einem AV500 der Firma Bruker aufgenommen und auf das Signal von 
Phosphorsäure in D2O referenziert. 
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Abb. 194 31P-NMR Spektrum (links, 202 MHz) (Fraktion-1, siehe Abb. 192) eines 1:1 Gemisches von 2‘,5‘-
pCNPBYp und 3‘,5‘-pCNPBYp und das korrespondierende 31P-HMBC NMR Spektrum für die Zuordnung der Sig-
nale (rechts). Die Spektren wurden in D2O an einem AV500 der Firma Bruker aufgenommen und auf das Signal 
von Phosphorsäure in D2O referenziert. 

Analog zu den Studien in Kapitel 4.2.2 wurden pCNPBYp von Sara Keyhani mit T4 RNA 

Ligase 1 und ATP an das 3‘-Ende der 12mer RNA (5‘-GGA UAG UGA UCC-3‘) addiert, um 

nach RP-HPLC Aufreinigung 12mer-pNPBYp zu erhalten.  

 
Abb. 195 Reaktionsschema zum enzymatischen Einbau von pCNPBYp an das 3‘-Ende einer 12mer RNA um 
12mer-pCNPBYp zu erhalten. 

Der erfolgreiche Einbau von pCNPBYp an das 3‘-Ende des 12mer RNAs konnte nicht ein-

deutig per Gelelektrophorese analysiert werden, da das schnellere Migrationsverhalten 

durch das zusätzliche 3‘-Phosphat vermutlich durch die Alkin-Gruppe kompensiert wurde 

(siehe Abb. 196, links). Allerdings konnte per RP-HPLC sehr effizient der erfolgreiche Ein-

bau beobachtet und per Massenspektrometrie bewiesen werden (siehe Abb. 196, Mitte). 

Als nächstes wurde von Sara Keyhani 12mer-pCNPBYp mit rSAP dephosphoryliert und mit 

einer 5‘-phosphorylierten Donor-RNA (48mer) in einer Splint-Ligation mit einem DNA-Splint 

und T4 RNA Ligase 2 verwendet. Das Ligationsprodukt 61mer-pCNPBY konnte dabei in ge-

ringen Ausbeuten (siehe Abb. 196, rechts) erhalten werden. Ein ähnlich geringer Umsatz 

konnte mit 12mer-pCNPE erhalten werden (siehe Abb. 176). Bei der Synthese des Ri-

boschalters konnte allerdings gezeigt werden, dass durch Optimierung der Ligationsbedin-

gungen die Ausbeute deutlich gesteigert werden konnte (siehe Kapitel 4.2.3.3). 
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Abb. 196 Gelfoto eines denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der enzymatischen Ligation von pCNPBYp 
an das 3‘-Ende eines 12mer RNA (links) mit T4 RNA Ligase 1. Das unterschiedliche Migrationsverhalten im 
Gel ist nicht zu erkennen, da vermutlich die sterisch anspruchsvolle Alkin-Modifikation die schnellere Migration 
aufgrund des zusätzlichen 3‘-Phosphates (im Vergleich mit 12mer-pCNPEp) kompensiert. Eindeutig konnte der 
erfolgreiche Einbau im RP-HPLC Chromatogramm (Mitte) beobachtet werden. Die Detektion erfolgte bei 
260 nm. Eluenten: HFIP (400 mM, 16,3 mM TEA, pH 8) und MeCN. Gradient: 5% zu 45,5% MeCN in 28 min. 
Säule: Waters BEH300 C18 4,6x250 mm. Gelfoto des denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der Splint-
Ligation von 12mer-pNPBY mit der 5‘-phosphorylierten 48mer Donor-RNA (rechts) und T4 RNA Ligase 2 nach 
dem DNase Verdau des volllängen DNA-Splints. Die obere Bande im Ligationsmix zeigt das gewünschte Pro-
dukt (61mer-pCNPBY). Die Ligationen und Gel-elektrophoretischen Analysen wurden von Sara Keyhani durch-
geführt. 

In fortsetzenden Studien könnte versucht werden das Initiatornukleotid (NPBY-pG) mit der 

3‘-Modifikation (pCNPBYp) zu kombinieren, um eine dual-modifizierte RNA zu erhalten 

(siehe Abb. 184). Damit könnte wie von Seyfried et al.[128] für DNA gezeigt (siehe Abb. 184), 

auch RNA zyklisiert werden, um die Bindung einer komplementären RNA oder eines Pro-

teins zu verhindern.  

 
Abb. 197 Reaktionsschema zur Synthese einer lichtaktivierbaren, zyklisierten RNA mit chemo-enzymatischen 
Methoden. Belichtung der zyklisierten RNA würde zur Linearisierung führen und ermöglicht dadurch die Hybri-
disierung mit einer komplementären Nukleinsäure (grau). 

Eine Herausforderung dabei ist die Verwendung von CuAAC mit RNA für Zyklisierungen. 

Seyfried et al. zeigten, dass die Zyklisierung mit einem Äquivalent des Bis-Azid-Linkers für 

~16 Stunden durchgeführt werden muss, um Nebenreaktion wie Polymere zu vermei-

den.[128] Bei der CuAAC mit RNA werden standardmäßig Überschüsse eines Azides und 
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kurze Reaktionszeiten verwendet, um die Kupfer-katalysierte Hydrolyse von RNA zu ver-

meiden.[386,387] Das et al.[387] zeigten, dass unter Standardbedingungen bereits nach 5 h 

Reaktionszeit die RNA fast vollständig zersetzt wurde und schlugen Acetonitril als zusätz-

liches Lösungsmittel vor. In fortsetzenden Studien könnten Azid-modifizierte photolabile 

Schutzgruppen (169 und 170, siehe Abb. 198) verwendet werden, um diese zusammen 

mit einem bifunktionalen gespannten Alkin, wie DBCO (DBCO-PEG4-DBCO, siehe Abb. 

198), in einer Kupfer-freien Click Reaktion (SPAAC) zu verwenden. 

 

Abb. 198 Strukturen eines Azid-modifizierten photoaktivierbaren Initiatornukleotides 146, eines Azid-modifi-
zierten-NPE-geschützten Cytidinbisphosphates 145 und eines Bis-Alkin-Linkers DBCO-PEG4-DBCO für die 
Anwendung von Kupfer-freier Click-Chemie zur temporären Zyklisierung von RNA. 

 

4.2.5 Chemo-enzymatische Synthese von photoschaltbarer RNA 

4.2.5.1 Synthese und Einbau von Azobenzol C-Nukleosidbisphosphaten in RNA 

Die Azobenzol C-Nukleoside 2‘OH-pAzo und 2‘OH-mAzo (siehe Kapitel 3.2.4.2) wurden 

in einer von Sara Keyhani und dem Autor dieser Arbeit gemeinsam betreuten Masterarbeit 

von Anja Blümler mit Diphosphorylchlorid zu den entsprechenden Nukleosidbisphosphaten 

(p2’OHpAzop und p2‘OHmAzop, siehe Abb. 199) umgesetzt.  

 

Abb. 199 Strukturen von p2‘OHpAzop und p2‘OHmAzop zur chemo-enzymatischen Einführung von Photoschal-
ter in RNA.  

Der enzymatische Einbau der photoschaltbaren Nukleosidbisphosphate an das 3‘-Ende 

von RNA wurde von Sara Keyhani durchgeführt. In den Chromatogrammen der Reaktionen 
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(siehe Abb. 200, schwarze Spur) ist kein Edukt (12mer) bei Minute 20 zu erkennen, sodass 

von einem vollständigen Umsatz ausgegangen werden kann. Dies ist erstaunlich, denn 

anscheinend benötigt die T4 RNA Ligase 1 keine stabilisierenden Wasserstoffbrücken-

Wechselwirkungen der Nukleobase. Daraus lässt sich schlussfolgern, dass entweder π-π-

Wechselwirkungen der Azobenzole mit der Ligase entscheidend sind oder wahrscheinli-

cher sogar nur die 3‘,5‘-bisphosphorylierte Ribose als Erkennungsmotiv dient.  

 
Abb. 200 RP-HPLC Chromatogramme zum Einbau der Azobenzol C-Nukleosidbisphosphate p2‘OHpAzop und 
p2‘OHmAzop an das 3‘-Ende einer 12mer RNA (schwarze Spur) und die anschließenden Dephosphorylierungen 
(orange Spur). Da das 12mer RNA komplett verbraucht wurde bei der Reaktion (Retentionszeit 12mer liegt bei 
20 min), kann von einem vollständigen Umsatz ausgegangen werden. Das korrespondierende 20%ige dena-
turierende PAA-Gel zur Analyse der enzymatischen Synthese von 12mer-p2‘OHpAzop und 12mer-p2‘OHmAzop 
ist rechts gezeigt. Das Gel wurde von Sara Keyhani aufgenommen. 

Die von Sara Keyhani durchgeführte Dephosphorylierung verlief auch quantitativ und ist 

somit vollständig kompatibel zu Azobenzol C-Nukleosiden (siehe Abb. 200). Die Splint-

Ligation von 12mer-p2‘OHpAzo und 12mer-p2‘OHmAzo wurden von Sara Keyhani unter den 

in Kapitel 4.2.3.2 genannten Bedingungen durchgeführt. Während für 12mer-p2‘OHpAzo 

nur mäßige Ausbeuten erzielt werden konnten, konnte mit 12mer-p2‘OHmAzo annähernd 

quantitativer Umsatz beobachtet werden. Das könnte auf die Stabilisierung des Duplex 

(Splint-48mer-12mer-p2‘OHmAzo) durch das Azobenzol in der thermodynamisch stabilisie-

ren trans-Konformation zurückzuführen sein, was im Einklang mit den Ergebnissen in Ka-

pitel 3.2.2.1 ist. Die erhöhte Stabilität könnte eine bessere räumliche Nähe und somit bes-

sere Bedingungen für die Phosphordiesterbindungsknüpfung schaffen. Eine weitere Erklä-

rung ist, dass das die meta-substituierte Azobenzol aus sterischen Gründen besser in die 

Bindungstasche der Ligase passt und eine effizientere räumliche Anordnung der Ligations-

komponeten ermöglicht. 
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Abb. 201 Gelfoto eines denaturierenden 20% PAA-Gels zur Analyse der Splint-Ligation der terminal Azoben-
zol-modifizierten Stränge 12mer-p2‘OHpAzo und 12mer-p2‘OHmAzo mit einer Donor-RNA (48mer) und einem 
DNA-Splint nach DNase Verdau. Die Abbildung wurde von Sara Keyhani modifiziert übernommen. 

Asanuma et al.[207] untersuchten die Effizienz von einer Splint-Ligation (Nick-Sealing) von 

DNA mit T4 DNA Ligase in Abhängigkeit von der Isomerisierung. Im cis-Zustand konnten 

sie eine erhöhte Ligationsrate messen, während im trans-Zustand fast kein Umsatz statt-

fand. Sie vermuteten, dass sich im cis-Zustand das Azobenzol aus dem Duplex drehte und 

somit räumlichen Platz für die Ligation schaffte. Im trans-Zustand zeigte tAzo in den Dop-

pelstrang und störte die Ligation. Der Unterschied zu der hier vorliegenden Studie ist, dass 

im Fall von Asanuma et al.[207] das Azobenzol als „wedge Motiv“ im Templat-Strang gegen-

über der zur ligierenden Stelle verwendet wurde. Untersuchungen, ob UV-Licht induzierte 

Isomerisierung zu cis-12mer-p2‘OHmAzo die Ligationseffizienz erniedrigt oder erhöht, war 

nicht Ziel dieser Studie und wurde nicht untersucht. 

4.2.6 Ausblick einer Automatisierung zur chemo-enzymatischen Synthese von 

photoaktivierbarer RNA 

Ein Nachteil der hier vorgestellten chemo-enzymatischen Synthese von photoaktivierbarer 

RNA sind die häufigen Aufreinigungsschritte. Diese sind notwendig, um die Enzyme, Rea-

genzien und nicht umgesetzte RNA vor der weiteren Umsetzung zu entfernen. Teilweise 

musste nach der 3‘-Extension, der Dephosphorylierung und der Splint-Ligation eine Auf-

reinigung per RP-HPLC durchgeführt werden. Zur Lösung dieses Problems wird im Fol-

genden eine Methode für zukünftige Studien vorgeschlagen: Ähnlich zu den Studien[281,283] 

in Kapitel 1.6.2 beschrieben, kann das NPBY-pG Initiatornukleotid durch Transkription an 

das 5‘-Ende von RNA selektiv eingebaut werden und nach CuAAC mit Biotin-Azid an Strep-

tavidin-modifizierten Beads immobilisiert werden. Dadurch könnten Enzyme, Puffer und 

Reagenzien nach einem enzymatischen Schritt durch Waschen entfernt werden. Zeitspa-

rende Durchführung mehrerer enzymatischer Schritte (siehe Abb. 202) würde dadurch er-

möglicht werden. Belichtung am Ende der Reaktionskaskade führt zur Freisetzung der 

RNA.  
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Abb. 202 Chemo-enzymatische Synthese von lichtaktivierbarer RNA an der festen Phase. Das durch Tran-
skription am 5‘-Ende eingebaute NPBY-pG Initiatornukleotid kann durch Click-Chemie mit Biotin-Azid auf einer 
Streptavidin-modifizierten Oberfläche immobilisiert werden. In den folgenden Schritten können dann Enzyme, 
Puffer und Reagenzien in einem Waschschritt entfernt werden. Belichtung am Ende der Reaktionskaskade 
führt zur Freisetzung der RNA. 

Besonders Azobenzol C-Nukleoside eignen sich dafür, da bei Photolyse des Linkers zur 

festen Phase diese nicht abgespalten werden können (siehe Abb. 202). Für die Anwen-

dung von photolabilen Schutzgruppen müssen orthogonale oder sequenziell abspaltbare 
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Schutzgruppen verwendet werden. Ein mögliches Beispiel dafür wäre ein Cumarin-Alkin 

als Initiatornukleotid, welches bei 450 nm abgespalten werden kann. NPE-Schutzgruppen 

auf den Nukleobasen würden unter diesen Bedingungen nicht photolysiert werden. 

Der bedeutende Unterschied zu einem Oligo-Synthesizer ist der fehlende Capping-Schritt, 

bei dem nicht umgesetzte Sequenzen geschützt werden und somit nicht weiter an den 

Reaktionen teilnehmen können. Watanabe et al.[388] zeigten, dass Natriumperiodat selektiv 

mit dem nicht-phosphorylierten 3‘-Ende von RNA reagierte, da nur dort ein cis-Diol vorhan-

den war. Die Behandlung mit Natriumperiodat führte zur Spaltung der Ribose, sodass RNA, 

die nicht am 3‘-Ende mit einem Nukleosidbisphosphat modifiziert wurde, nicht weiter in der 

Reaktionskaskade teilnehmen kann (siehe Abb. 203). Somit könnte die Anzahl der Neben-

produkte deutlich verringert und dadurch die Aufreinigung erleichtert werden. Dies ist be-

sonders bei einer mehrstufigen Reaktion von Vorteil. 

 
Abb. 203 Chemo-enzymatische Synthese von lichtaktivierbarer RNA an der festen Phase mit einem NaIO4-
Capping-Schritt, um nicht reagierte RNA in der 3‘-Extension zu inaktivieren. 

Diese Methoden könnten dazu verwendet werden, um eine festphasen-basierende semi-

automische Version der chemo-enzymatischen Synthese zu entwickeln analog zu einem 

Oligonukleotid-Synthesizer (siehe Abb. 204). Die auf Streptavidin-Beads immobilisierte 
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Nukleinsäure wird im ersten Schritt mit einem Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat umgesetzt. Im 

zweiten Schritt findet ein Capping der nicht-reagierten Nukleinsäure statt. Nach der 

Dephosphorylierung (3. Schritt) kann optional eine Splint-Ligation durchgeführt werden (4. 

Schritt). Der Zyklus kann beliebig oft wiederholt werden, bis die gewünschte Nukleinsäure 

erhalten wird. Im finalen Schritt findet durch Belichtung eine Abspaltung der Nukleinsäure 

von der festen Phase statt.  

 
Abb. 204 Festphasen-basierte semi-automatische chemo-enzymatische Synthese von RNA. Nach Transkrip-
tion mit dem NPBY-pG Initiatornukleotid, Click-Reaktion mit Biotin-Azid findet eine Immobilisierung auf Strep-
tavidin-Beads statt (initialer Schritt). Der erste Schritt des Zyklus ist die Reaktion mit einem Nukleosid-3‘,5‘-
bisphosphat. Im zweiten Schritt findet ein Capping zur Schützung der nicht-reagierten Nukleinsäuren statt. 
Nach Dephosphorylierung (3. Schritt) kann optional eine Splint-Ligation (4. Schritt) durchgeführt werden. Der 
Zyklus kann beliebig oft wiederholt werden, bis die gewünschte Nukleinsäure hergestellt wurde. Im finalen 
Schritt wird die Nukleinsäure durch Belichtung von der festen Phase abgespalten und per HPLC aufgereinigt. 

 

4.2.7 Synthese und Einbau von Azobenzol C-Nukleosindtriphosphate in DNA 

Wie in Kapitel 1.4.4 und 2 ausführlich beschrieben eignen sich kovalent verknüpfte 

Azobenzole ideal, um die Duplexstabilität von DNA zu regulieren. Ein Teil dieser Arbeit 

beschäftigte sich mit der Synthese von Azobenzol C-Nukleosiden pAzo und mAzo, mit 

dem Ziel ein Linkersystem zu verwenden, welche die natürlichen Nukleobasen am besten 

nachahmt. Dadurch soll weniger Störung des Zuckerrückgrats und der helikalen Natur von 
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DNA und RNA Doppelsträngen erreicht werden. Zudem konnte gezeigt werden, dass diese 

Photoschalter besondere Isomerisierungseigenschaften haben, da sogar die trans-zu-cis 

Isomerisierung enorm effizient bei Raumtemperatur durchgeführt werden kann. In diesem 

Teilprojekt der Arbeit wurde untersucht, ob pAzo und mAzo zu den entsprechenden 

Triphosphaten (pAzo-TP und mAzo-TP) umgesetzt werden könne, um diese mittels DNA 

Polymerasen in DNA einzuführen. pAzo und mAzo sind die ersten Photoschalter bei de-

nen das Azobenzol direkt mit der Deoxyribose C-nukelosidisch verknüpft ist, somit Ba-

sensuggorate darstellen und Voraussetzungen für einen möglichen Einbau mitbringen. Im 

Folgenden werden die Eigenschaften von Polymerasen zur Selektion eines Nukleotides 

mit den Strukturen von pAzo und mAzo verglichen. 

Die Selektivität und Genauigkeit von Polymerase variiert stark und wurde ausführlich in 

Kapitel 1.6.1 behandelt. Da Azobenzole keine Wasserstoffbrückenbindungen ausbilden 

können, fehlt diese Stabilisierung (siehe Abb. 192). Wasserstoffbrückenbindungen leisten 

jedoch ohnehin nur einen kleinen Beitrag zur Präzision von Polymerasen, sodass diese 

Eigenschaft den Einbau nicht verhindern sollte.[235,243–245] Zusätzlich gibt es mehrere Bei-

spiele in der Literatur, bei denen unnatürliche Basenpaare ohne Wasserstoffbrückenbin-

dungen effizient in DNA eingebaut wurden (siehe Kapitel 1.6.1). 

 
Abb. 205 Wasserstoffbrückenbindung eines T-A- und C-G-Basenpaare (links) und pAzo in einem DNA Duplex 
(rechts). 

Bedeutender für den Einbau von modifizierten Nukleotiden mit Polymerasen ist das Hin-

einpassen in die Geometrie der Bindungstasche. Kool et al. zeigten, dass ein Pyren C-

Nukleotid effizient gegenüber einer AP-Stelle (siehe Abb. 206) eingebaut werden kann. 

Der größere sterische Anspruch des Pyren wird durch die kleine AP-Stelle kompensiert, 

sodass die Gesamtlänge erhalten bleibt. Azobenzol C-Nukleoside haben im Vergleich zu 

den kanonischen Nukleobasen einen größeren sterischen Anspruch und können mit einem 

Pyren verglichen werden. Durch Überlagerung der von cis-pAzo (rot) mit dem Pyren in 

einer zweidimensionalen Darstellung in Abb. 206 (unten) wird dies veranschaulicht. 
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Abb. 206 Ein unnatürliches Basenpaar von Pyren und einer AP-Stelle, welches effizient mittels Polymerasen 
eingebaut werden konnte ist oben gezeigt. Der größere sterische Anspruch des Pyrens wird durch die AP-
Stelle kompensiert, sodass dieses Basenpaar in die Bindungstasche der Polymerase passt. Zum Vergleich des 
sterischen Anspruches sind Azobenzol-AP-Stellen-Basenpaare gezeigt. Unten ist eine Überlagerung von cis-
pAzo mit dem Pyren Nukleotid gezeigt. In dieser zweidimensionalen Darstellung überlappen die Strukturen 
perfekt. 

Die cis-Konformation ist allerdings nicht planar, sondern hat eine gewinkelte Struktur (siehe 

Abb. 207, links). Da aber die Bindungstasche (siehe Abb. 207, rechts) nach Kool et al.[248] 

nur die Höhe eines aromatischen π-Systems (~ 3,4 Å) toleriert, kann es zu einer sterischen 

Hinderung mit cis-pAzo kommen. 

     

Abb. 207 Berechnete (MM-Geometrieoptimierung und Diederwinkel Berechnung) 3D-Struktur von pAzo zeigt 
die nicht-planare Struktur und dem damit einhergehenden höheren sterischen Anspruch (links). Rechts ist die 
Bindungstasche nach Kool et al.[248] gezeigt. Sie zeigt die Begrenzung der Gesamtlänge des Basenpaares, 
sowie der Höhe (floor-ceiling) eines aromatischen π-Systems (~3,4 Å). Die rechte Abbildung wurde von Kool 
et al.[248] übernommen. 

Ein weiterer Faktor für die Genauigkeit mancher[235] Polymerasen ist das sogenannte minor 

groove scanning, bei dem Aminosäure-Seitenketten der Polymerase mit dem Stickstoff an 

Position 3 von Purin- und dem Sauerstoff an Position 2 von Pyrimidinbasen wechselwirken 
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(siehe Abb. 208, links; die wechselwirkenden Atome sind rot markiert).[252,253] Ob ein Stick-

stoff der Azobrücke ähnliche Wechselwirkungen (siehe Abb. 208, rechts) eingehen kann, 

lässt sich nur schwer vorhersagen. 

 
Abb. 208 Schematische Darstellung des minor groove scanning mit einem C-G-Basenpaar (links). Die Atome, 
die mit der Polymerase wechselwirken sind rot gefärbt. Ein Basenpaar von mAzo mit einer abasischen Stelle 
ist rechts gezeigt. Das rot gefärbte Stickstoff-Atom könnte Wechselwirkungen mit der Polymerase eingehen. 

Das wohl wichtigste Kriterium für den Einbau von Azobenzolen C-Nukleosiden ist die Fä-

higkeit aromatische π-π-Wechselwirkungen mit dem Basenstapel einzugehen. Dies könnte 

die für den Einbau notwendige Stabilisierung schaffen. Molecular Modelling Studien in Ka-

pitel 3.2.2, zeigen am Beispiel von RNA deutlich, dass das trans-pAzo ideal in einen 

Duplex interkalieren kann und den Duplex stabilisieren kann, besonders wenn gegenüber 

pAzo eine AP-Stelle ist. 

 

4.2.7.1 Synthese der Azobenzol C-Nukleosidtriphosphate 

In der Literatur sind viele Methoden zur Synthese von Nukleosidtriphosphate beschrie-

ben.[389] Zwei der bekanntesten Methoden sind die Synthese nach Ludwig und Eckstein[390], 

sowie Ludwig[391] (häufig auch in der Literatur als Yoshikawa Methode bezeichnet, da die 

Synthese von Ludwig auf der Phosphorylierung der 5‘-OH Gruppe nach der Methode von 

Yoshikawa[392] basiert)[389]. Da die publizierten Ausbeuten mit der Methode nach Ludwig 

und Eckstein[390] höher sind und weniger Nebenprodukte entstehen im Vergleich zu der 

Synthese nach Yoshikawa,[393] wurde die Synthese nach dem Protokoll von Ludwig und 

Eckstein durchgeführt. Da bei dieser Methode normalerweise die 3‘-OH Gruppe geschützt 

vorliegen muss, wurde eine modifizierte Schutzgruppen-freie Methode[394] durchgeführt. In 

dieser Prozedur reagiert zuerst Tributylammonium Pyrophosphat 172 mit Salicylchloro-

phosphit 171 in Anwesenheit von Tributylamin und formt ein zyklisches Intermediat, wel-

ches mit der 5‘-OH Position des Nukleotides reagiert (siehe Abb. 209).[394] Im nächsten 

Schritt wird das Phosphit 174 zu Phosphat 175 mit Iod oxidiert und das zyklische Triphos-

phat 176 hydrolysiert. Unter diesen Reaktionsbedingungen konnte allerdings kein Produkt 

isoliert werden. Da nur wenig Edukt (pAzo) vorhanden war, mussten wenige Milligramm 
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des hoch-reaktiven und hygroskopischen Salicylchlorophosphits (an Luft) abgewogen wer-

den. Die dabei eintretende Hydrolyse war vermutlich der Grund für das Scheitern der Re-

aktion.  

 
Abb. 209 Reaktionsmechanismus[394] zur Darstellung von Nukleosidtriphosphaten nach der Methode von Lud-
wig und Eckstein[390]. 

Aufgrund der einfacheren Handhabung von POCl3 im Vergleich zu Salicylchlorophosphit 

wurde die Synthese der pAzo-TP und mAzo-TP nach der Methode von Ludwig[391] durch-

geführt (siehe Abb. 210). Um Hydrolyse auszuschließen mussten alle festen Reagenzien 

mindestens 24 Stunden im Hochvakuum getrocknet und alle flüssigen Reagenzien meh-

rere Tage über Molekularsieb gelagert werden. Zudem musste Phosphorylchlorid frisch 

destilliert werden.  

 
Abb. 210 Reaktionsschema zur Darstellung der Azobenzol C-Nukleosidtriphosphate pAzo-TP und mAzo-TP 
nach der Methode von Yoshikawa/Ludwig[391] und Anleitung von Wagenknecht et al.[395]. 

Die Azobenzol C-Nukleoside (pAzo und mAzo) und Protonenschwamm wurden unter Ar-

gonatmosphäre mit Phosphorylchlorid bei -7,5 °C für mehrere Stunden versetzt, um die 

5‘-OH Gruppe zu phosphorylieren (siehe 177 in Abb. 211). Da die Reaktion gewöhnlich 

nicht vollständig abläuft, wurde analog zur Literatur[395] nach 4 Stunden weiteres Phospho-

rylchlorid zugegeben und für eine weitere Stunde gerührt. Nach der Zugabe von Tributyla-

min und Tributylammonium Pyrophosphat wurde das entstandene zyklische Triphosphat 

175 (siehe Abb. 211) durch langsame Zugabe in 0,1 M TEAB Puffer hydrolysiert.  
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Abb. 211 Mechanismus[389] zur Darstellung von Nukleosidtriphosphaten nach der Yoshikawa Methode. 

Die Aufreinigung erfolgte per RP-HPLC (siehe Abb. 212). Zur Reduzierung der Triethyl-

ammonium-Salze wurden die Verbindungen drei Mal mit NaOAc/EtOH gefällt. pAzo-TP 

und mAzo-TP konnten in Ausbeuten von 13% und 30% isoliert werden. Die analytischen 

HPLC-Chromatogramme sind in Abb. 212 und die NMR Spektren (1H und 31P) in Abb. 213 

und Abb. 214 gezeigt. Die Analysen zeigen, dass pAzo-TP und mAzo-TP in sehr hoher 

Reinheit dargestellt werden konnten. Im 31P-NMR Spektrum von mAzo-TP sind mehr Sig-

nale als erwartet zu sehen. Dies kann durch die cis- und trans-Isomere und auf das Vor-

handsein von zwei Gegenionen (Triethylammonium und Natrium) erklärt werden. Anschei-

nend ist die dreimalige Fällung von mAzo-TP nicht ausreichend, um selektiv das Natrium-

Gegenion zu erhalten. Da durch die Studien von dem enzymatischen Einbau der Nukleo-

sidbisphosphate bekannt war, dass Triethylammonium Gegenionen die enzymatische Re-

aktion nicht beeinflusst, wurde an dieser Stelle auf eine weitere Fällung verzichtet. 
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Abb. 212 RP-HPLC Chromatogramme zur Aufreinigung von pAzo-TP (oben, links) und mAzo-TP (Mitte, links). 
Der Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. Eluenten: MeCN und 0,1 M TEAB; 1 mLꞏmin-1. Säule: Multo-
Krom 100-5 C18 (250x22mm). Detektion erfolgte bei 330 nm. Der grün markierte Peak enthält das gewünschte 
Produkt. Analytische RP-HPLC Chromatogramme von pAzo-TP und mAzo-TP sind rechts (oben und Mitte) 
gezeigt. Die zwei Hauptsignale (orange, hellblau) gehören zu den cis- und trans-Isomeren der entsprechenden 
Verbindungen. Die Signale bei Minute 14 haben Absorptionsmaxima bei 230 nm, sodass diese Lösungsmittel-
effekte der Eluenten zurückzuführen sind und für die Analyse der Reinheit vernachlässigt werden können. Die 
kleinen Signale neben den farblich markierten Hauptsignalen sind vermutlich die Monophosphate der entspre-
chenden Verbindung. Der Gradient ist auf der Sekundärachse gezeigt. Eluenten: MeCN und 0,1 M TEAA; 
1 mLꞏmin-1. Säule: MultoKrom 100-5 C18 (250x4,6mm). Detektion erfolgte bei 330 nm. Unten sind die UV/vis 
Absorptionsspektren gezeigt, die von den entsprechenden Signalen (orange, hellblau) während der analyti-
schen HPLC aufgenommen wurden. 
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Abb. 213 1H-NMR (500 MHz) und 31P-NMR Spektrum (202 MHz) von mAzo-TP in D2O (links). Das Spektrum 
zeigt eine ~4:1 Mischung aus trans und cis-Isomer. Es wurden nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 
Aufgrund der cis- und trans-Isomere und der verschiedenen Gegenionen (siehe 1H-NMR) sind mehrere Spe-
zies im 31P zu beobachten. 

 
Abb. 214 1H-NMR (500 MHz) und 31P-NMR Spektrum (202 MHz) von pAzo-TP in D2O (links). Das Spektrum 
zeigt eine ~4:1 Mischung aus trans und cis-Isomer. Es wurden nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 
Das 31P-NMR Spektrum wurde vor der Fällung mit NaOAc aufgenommen. Zudem wurde das Spektrum direkt 
nach Bestrahlung mit vis-Licht (420 nm) aufgenommen, um das trans-Isomer anzureichern. 

 

4.2.7.2 Einbau der Azobenzol C-Nukleosidtriphosphate in DNA mittels Polymerasen 

Der Einbau der Azobenzol C-Nukleosidtriphosphate pAzo-TP und mAzo-TP in DNA mit-

tels Polymerasen wurde in Zusammenarbeit mit Mayreli Ortiz aus dem Arbeitskreis Ciara 

O’Sullivan in einem vier wöchigen Aufenthalt in Tarragona, Spanien durchgeführt. Die Ex-

perimente wurden vom Autor dieser Arbeit durchgeführt. 

Der Einbau von pAzo-TP und mAzo-TP wurde mittels PCR in ein 120mer DNA mit den 

Polymerasen Kapa2G robust und KOD XL (Merck) untersucht. KOD XL wird standardmä-

ßig[396] vom Arbeitskreis Ciara O’Sullivan zum Einbau von modifizierten Triphosphaten mit-

tels PCR verwendet. Zuerst wurde analysiert, ob pAzo-TP oder mAzo-TP ein natürliches 
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dNTP ersetzten kann. Dazu wurden PCR-Reaktionen durchgeführt bei denen drei natürli-

chen dNTPs verwendet und das vierte dNTP durch ein Azobenzol Triphosphat (Azo-TP; 

Azo = mAzo, pAzo) vollständige oder teilweise (Verhältnis von dNTP/Azo-TP 80:20, 

50:50, 20:80 und 0:100) ersetzt wurde. Die Analyse der Amplifikation erfolgte per Agarose 

Gelelektrophorese (siehe Abb. 215, links, für ein exemplarisches Gel am Beispiel des 

dGTP Verhältnis). Die Ergebnisse (siehe Tabelle 14) zeigten, dass ein dNTP nicht voll-

ständig von pAzo-TP oder mAzo-TP substituiert werden kann. Nur bei den Fällen, bei 

denen ein natürliches dNTP zu 80% oder weniger von mAzo-TP oder pAzo-TP ersetzt 

wurde, fand eine Amplifikation statt. Da aber die Primer Konzentration 1000-fach niedriger 

war als die dNTP Konzentration, war bei einer Reduzierung eines dNTPs von 80% immer 

noch eine ausreichende Konzentration der natürlichen dNTPs vorhanden für eine erfolg-

reiche Amplifikation ohne den Einbau von pAzo-TP oder mAzo-TP. 

              
Abb. 215 Gelfoto eines 2,6%igen Agarose Gels (TBE-Puffer, 90V, ~20 min) zur Untersuchung der erfolgreichen 
Amplifikation mit Kapa2G robust (5 µM Primer, 5 nM DNA-Konzentration, 20 Zyklen) in Anwesenheit von dATP, 
dCTP, dUTP und verschiedene Verhältnissen an dGTP zu Azo-TP (links). Die linke Negativkontrolle ist die 
Amplifikation ohne dGTP, die rechte Negativkontrolle ist ohne Templat. DNA-Leiter: O'GeneRuler Low Range 
DNA Ladder von Thermofisher Scientific. Das rechte Gelfoto eines 2,6%igen Agarose Gels (TBE-Puffer, 90V, 
~20 min) zeigt die Analyse einer PCR-Reaktion mit Kapa2G robust und KOD XL und mit verschiedenen 
dNTP/Azo-TP Verhältnissen. Bei dem rechten Gel wurde nicht ein einzelnes dNTP substituiert, sondern die 
Azo-TP wurde im Überschuss zu allen dNTPs eingesetzt. DNA-Leiter: O'GeneRuler Low Range DNA Ladder 
von Thermofisher Scientific.  

Der Einbau von pAzo-TP oder mAzo-TP konnte allerdings nicht über Gelelektrophorese 

nachgewiesen werden. Für diese Analyse eignete sich RP-HPLC insbesonders, weil die 

modifizierten Stränge von den nativen abgetrennt werden könnten und zugleich durch 

UV/vis Absorptionsspektroskopie die charakteristische Absorption des Azobenzol-Chro-

mophors beobachtet werden könnte. 
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Tabelle 14 Untersuchungen der Stöchiometrie von dNTP und 
Azo-TP zum Einbau von Azo-TP in DNA mit den Polymerasen 
KAPA2G robust und KOD XL. Grüne Felder kennzeichnen die 
erfolgreiche Amplifikation, während rote Felder nicht-erfolgrei-
che Amplifikation (kein PCR Produkt) darstellen. 

                     KAPA 2G                    KOD XL
Verhält-
nis  mAzo pAzo mAzo pAzo 

dATP/Azo 

80/20
50/50
20/80
0/100

 

dCTP/Azo 

80/20
50/50
20/80
0/100

 

dGTP/Azo 

80/20
50/50
20/80
0/100

 

dTTP/Azo 

80/20
50/50
20/80
0/100

 

Da für die effiziente Analyse per HPLC mehrere hundert Pikomol an PCR-Produkt benötigt 

werden, musste zunächst die PCR-Reaktion hochskaliert werden. Dazu wurde die Primer-

Konzentration von 0.2 μM auf 5 μM und die Target-Konzentration von 50 pM auf 5 nM 

erhöht. Zudem wurde die Anzahl der Zyklen von 20 auf 40 erhöht. Da aus den Untersu-

chungen zu den Verhältnissen der einzelnen dNTPs und Azo-TPs keine eindeutigen Er-

gebnisse erhalten wurden, welches dNTP am besten substituiert werden kann, wurde in 

den künftigen Studien verschiedenen Verhältnisse aller dNTPs mit pAzo-TP und mAzo-

TP untersucht. Es wurden die Verhältnisse dNTPs zu Azo-TP von 1:2 und 1:10 für KAPA2G 

robust und KOD XL untersucht. Gelelektrophoretische Analysen (siehe Abb. 215 rechts) 

zeigten, dass bei der Verwendung von KAPA2G robust oder KOD XL und einem Verhältnis 

von dNTPs/Azo-TP von 1:2 PCR-Produkte erhalten wurden. Bei einem Verhältnis von 

dNTP/pAzo-TP 1:10 konnte für beide Polymerasen kein PCR-Produkt beobachtet werden, 

während bei dNTP/mAzo-TP 1:10 nur im Falle von KOD XL PCR-Produkt erhalten wurde, 

wenn auch mit einer geringeren Ausbeute als bei einem Verhältnis von 1:2. Die Analyse 

der PCR-Produkte erfolgte mittels RP-HPLC. Ein exemplarisches Chromatogramm des 

PCR-Produktes mit KOD XL und einem dNTP/mAzo-TP Verhältnis von 1:2 ist in Abb. 216 

gezeigt. Im Vergleich zu der Positivkontrolle (PCR ohne mAzo-TP; orange Spur) ist eine 

signifikante Verschiebung der Retentionszeit zu erkennen. Das in der HPLC gemessene 

UV/vis Absorptionsspektrum zeigt zudem eine charakteristische Bande des Azobenzols 

bei 420 nm.  
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Abb. 216 RP-HPLC Chromatogramme des PCR-Produktes mit der Verwendung von KOD XL und mAzo-TP 
(NTP/mAzo-TP 1:2). Die Signale bei Minute 26 und 26,8 sind den Isomeren von mAzo-TP zuzuordnen. Die 
HPLC erfolgte an einer Waters Xbridge BEH300 C18, 3,5 μm, 250x4,6 mm bei 60 °C mit HFIP-Puffer (400 mM 
HFIP, 16,3 mM TEA, pH 8) und MeOH. Gradient: von 5 auf 54,5% MeOH in 28 min. 

Die Amplifikation mittels PCR stellt eine größere Herausforderung dar, als der Einbau durch 

Primer Extension. Aus diesem Grund wurde von Mayreli Ortiz der Einbau von pAzo-TP 

und mAzo-TP mittels Primer Extension mit der Klenow-Fragment-Polymerase untersucht. 

Studien von Hollenstein et al.[397] zeigten, dass das Klenow-Fragment dazu vewendet wer-

den kann, um Pyren C-Nukleosidtriphosphate in DNA einzuführen. Es wurde untersucht 

ob pAzo-TP oder mAzo-TP anstelle von dCTP in der Primer Extension Reaktion verwen-

det werden kann. Eine Analyse per Gelelektrophorese zeigte, dass bei der Verwendung 

von mAzo-TP anstatt von dCTP ein Volllängenprodukt erhalten werden konnte (siehe 

Bahn 3 in Abb. 217), welches ein identisches Migrationsverhalten zeigte wie eine Positiv-

kontrolle (siehe Bahn 1 in Abb. 217) nur mit den natürlichen dNTPs. Bei der Substitution 

von dCTP durch pAzo-TP kam es zu einem Abbruch, sodass kein Volllängenprodukt (siehe 

Bahn 5 in Abb. 217) enthalten werden konnte.  

 
Abb. 217 Gelfoto eines 4%igen Agarose Gels (TBE-Puffer, 90V, 90 min) zur Untersuchung des Einbaus von 
pAzo-TP und mAzo-TP in DNA durch Substitution mit dCTP mittels Primer Extension mit dem Klenow Frag-
ment. L: DNA-Leiter (O'GeneRuler Low Range DNA Ladder von Thermofisher Scientific). Bahn 1: Positivkon-
trolle ohne Azo-TP. Bahn 2: 50% dCTP und 50% mAzo-TP. Bahn 3: 0% dCTP und 100% mAzo-TP. Bahn 4: 
40% dCTP und 50% pAzo-TP. Bahn 5: 0% dCTP und 100% pAzo-TP. Bahn 6: ssDNA zum Vergleich. Die 
Abbildung wurde von Mayreli Ortiz erstellt. 

Die Studie konnte aufgrund der begrenzten Zeit nicht beendet werden und wird von Mayreli 

Ortiz weitergeführt. Weitere Untersuchungen sind notwendig um den Einbau und die Häu-

figkeit des Einbaus zu beweisen. Dazu müssen die Produkte der Primer Extension aus den 

Gel isoliert werden und spektroskopisch auf die charakteristische Azobenzol-Absorption 

untersucht werden.  
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4.3 Zusammenfassung und Ausblick 

Die enzymatische Synthese von Nukleinsäuren bietet eine Reihe von Vorteilen gegenüber 

der Darstellung mittels Festphasensynthese. Lange RNA kann fehlerfrei in großen Maß-

stäben günstig und schnell hergestellt werden. Spezielle Geräte wie ein Festphasen-Syn-

thesizer werden dabei nicht benötigt, sodass enzymatische Synthesen in jedem Labor 

durchgeführt werden können. Photolabile Schutzgruppen oder Photoschalter eignen sich 

ideal für die ort- und zeitaufgelöste Regulation von Struktur und Funktion von Nukleinsäu-

ren. Dieses Teilprojekt beschäftigte sich mit der chemo-enzymatischen Synthese von pho-

toregulierbarer RNA und DNA. 

Dazu wurden im ersten Teil dieses Projektes in Zusammenarbeit mit Sara Keyhani und 

Anja Blümler NPE-geschützte Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate (pANPEp, pCNPEp, pGNPEp, 

pUNPEp) synthetisiert und mit T4 RNA Ligase 1 selektiv an das 3‘-Ende einer RNA einge-

baut. Obwohl die photolabilen Schutzgruppen die Watson-Crick-Wasserstoffbrückenbin-

dung blockieren, wurden alle Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphate in hohen Ausbeuten eingebaut. 

Da die photolabilen Schutzgruppen am 3‘-Ende nur in speziellen Fällen einen regulieren-

den Effekt zeigen würden, wurden im nächsten Schritt die terminalen Photoschutzgruppen 

in interne transformiert. Dazu wurde das 3‘-Phosphat in hohen Ausbeuten dephosphoryliert 

und die RNA mit einer 5‘-phosphorylierten Donor-RNA in einer Splint-Ligation umgesetzt. 

Dies ist die erste Methode, die es erlaubt positionsspezifisch und enzymatisch photolabile 

Schutzgruppen in RNA einzuführen. Die hohe Effizienz dieser Methode wurde an der Syn-

these des lichtaktivierbaren 2‘dG Riboschalters gezeigt, bei dem ein 79mer RNA mit einer 

internen photolabilen Schutzgruppe hergestellt und NMR-spektroskopisch untersucht 

wurde. Es konnte gezeigt werden, dass eine einzelne Photoschutzgruppe die Liganden-

bindung vollständig blockierte. Erst nach Belichtung fand eine Bindung des Liganden und 

eine Umfaltung des Riboschalters statt.  

Zur weiteren Funktionalisierung von RNA wurde ein Initiatornukleotid mit einer Alkin-modi-

fizierten Photoschutzgruppe (NPBY-dG) dargestellt. NPBY-pG konnte mit einer Selektivi-

tät von 73% an das 5‘-Ende einer RNA während der Transkription mit der T7 RNA Poly-

merase eingebaut werden. Zusammen mit dem synthetisierten Alkin-modifizierten Nukleo-

sid-3‘,5‘-bisphosphat (pCNPBYp) könnte in zukünftigen Studien RNA mittels Click-Chemie 

temporär funktionalisiert werden. Eine Möglichkeit dazu wäre eine Zyklisierungen mit ei-

nem bifunktionalen Azid-Linker. Vorangegangene Studien an DNA zeigten, dass Zyklisie-

rung zu einer globalen strukturellen Änderung von Nukleinsäuren führen kann, was die 

Anzahl an Photoschutzgruppen deutlich reduzieren kann. 
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Der zweite Teil dieses Projektes beschäftigte sich mit dem enzymatischen Einbau von 

Azobenzol Photoschaltern in DNA und RNA. Für den Einbau in RNA wurden Azobenzol C-

Nukleosid-3‘,5-bisphosphate (p2‘OHpAzop, p2‘OHmAzop) hergestellt und mit T4 RNA Ligase 

1 an das 3‘-Ende von RNA eingebaut, anschließend dephosphoryliert und mittels Splint-

Ligation zu einer internen Modifikation umgewandelt. Trotz der Abwesenheit einer natürli-

chen Nukleobase liefen alle enzymatischen Schritte in guten bis exzellenten Ausbeuten 

ab. Zusätzlich wurden Azobenzol C-Nukleosidtriphosphate (pAzo-TP und mAzo-TP) dar-

gestellt und in Kooperation mit dem Arbeitskreis Ciara O‘Sullivan versucht mittels Poly-

merasen in DNA einzubauen. Dabei konnten erste Hinweise auf einen erfolgreichen Ein-

bau gesammelt werden. 

In zukünftigen Studien könnte ein mehrfacher Einbau von modifizierten Bisphosphaten un-

tersucht werden. Um den Durchsatz zu erhöhen, könnten die enzymatischen Reaktionen 

an einer festen Phase durchgeführt werden. Dies würde das Entfernen der Enzyme, Puffer 

usw. in einem Waschschritt erlauben. Die Immobilisierung der RNA könnte mittels dem 

Alkin-modifizierten Initiatornukleotid (NPBY-pG) erfolgen. Nach der Ligation mit einem 

Nukleosid-3‘,5‘-bisphosphat könnten die nicht-reagierten Stränge durch die Verwendung 

eines Capping-Reagenzes (z.B. Natriumperiodat) an den weiteren Reaktionen gehindert 

werden. Durch Automatisierung könnte somit lichtaktivierbare RNA, analog wie bei einem 

Festphasen-Synthesizer, jedoch chemo-enzymatisch, hergestellt werden. Abschließende 

Belichtung würde die modifizierte RNA freisetzen. Die Verwendung von Azobenzol-3‘,5‘-

bisphosphaten oder orthogonalen (bzw. wellenlängenselektive) Schutzgruppen für das Ini-

tiatornukleotid würde eine Abspaltung von der festen Phase erlauben, ohne die Nukleoba-

sen der RNA zu entschützen.  
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 Experimenteller Teil 

5.1 Materialien und Methoden 

 
Allgemeine Arbeitsbedingungen 

Bei Bedarf wurden die Reaktionen unter Argon durchgeführt und die benutzten Apparatu-

ren wurden im Hochvakuum mit dem Heißluftfön getrocknet. Instabile Verbindungen wur-

den unter Argon bei -20 °C gelagert. 

Lösungsmittel 

Lösungsmittel der Qualität p.a. (pro analysis) wurden von den Firmen Acros, Roth, VWR 

und Fluka bezogen und ohne weitere Aufreinigung in den Synthesen eingesetzt. Wasser-

freie Lösungsmittel über Molekularsieb wurden von Sigma Aldrich und Acros bezogen. Zur 

Säulenchromatographie wurden technische Lösungsmittel eingesetzt. 

Reagenzien 

Die verwendeten Chemikalien stammen von den Firmen Sigma Aldrich, Fluka, Alfa Aeser, 

Acros, TCI, Linktech, Carbosynth, Glen Research und Merck und wurden ohne Aufreini-

gung verwendet. Bei Bedarf wurde beim Umgang mit der Chemikalie Luft- oder Lichtaus-

schluss gewährleistet. 

NMR-Spektroskopie 

NMR-Spektren wurden mit den Geräten AM 250 (1H: 250 MHz; 13C: 63 MHz), AM 300 (1H: 

300 MHz; 13C: 75 MHz, 31P: 121 MHz) und AV400 (1H: 400 MHz; 13C: 100 MHz, 31P: 162 

MHz), AV500 und AV600 (1H: 500 MHz, 13C: 162 MHz, 31P: 202 MHz) der Firma Bruker 

aufgenommen. Deuterierte Lösungsmittel wurden von Deutero bezogen. Die chemische 

Verschiebung δ wurde in ppm angegeben und auf [D6]DMSO:  δ = 2,50 ppm, D2O δ = 4,79 

ppm, CDCl3: δ = 7,26 ppm,  [D4]MeOD: δ = 3,31 ppm bezogen.[398] Die chemische Ver-

schiebung der 31P-Signale wurde auf 85%ige Phosphorsäure als externer Standard bezo-

gen. Die Kopplungskonstanten J wurden in Hz angegeben. Die Feinstruktur der 1H-Signale 

wurde mit s für Singulett, bs für breites Singulett, d für Dublett, dd für Doppeldublett, td für 

Triplett von Duplett, qd für Quartett von Duplett, t für Triplett, q für Quartett, qn für Quintett 

und m für Multiplett angegeben. Für die Zuordnung der Signale wurden zusätzliche 2D-

Experimente (1H-1H-COSY, 1H-13C-HSQC, 1H-13C-HMBC) durchgeführt. Bei der Zuordnung 

sind die entsprechenden Protonen kursiv geschrieben. Alle Messungen erfolgten bei 

298 K. 
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Dünnschichtchromatographie 

Für die Dünnschichtchromatographie wurde mit Kieselgel 60 F254 beschichtete Aluminium-

folien mit Fluoreszenzindikator verwendet (Merck Nr. 5554; 0.2 mm Schichtdicke) oder SIL 

G ALUGRAM® XTRA SIL G (Macherey Nagel, 0,2 mm, 5-17 μm Patrikelgröße) Kieselgel-

Platten. Die Laufstecke betrug zwischen 2,0 und 4,5 cm. Sämtliche Rf-Werte wurden bei 

Kammersättigung ermittelt. Es wurden technische Lösungsmittel verwendet. UV aktive 

Substanzen wurden mit einer UV-Lampe bei der Wellenlänge von 254 nm und 365 nm 

sichtbar gemacht. Das Anfärben der Substanzen erfolgte mit einem Anisaldehyd-Reagenz 

(84 mL Ethanol, 1 mL Eisessig, 3 mL Schwefelsäure und 2 mL Anisaldehyd) und Erhitzen 

mit einem Heißluftfön. 

Präparative Säulenchromatographie 

Für die Säulenchromatographie wurde Kieselgel 60 (Korngröße: 40– 63 µm) der Firma 

Macherey-Nagel als stationäre Phase benutzt.  

Massenspektrometrie 

Die ESI-MS-Massenspektrometrie der Oligonukleotide erfolgte mit einem Bruker micro-

TOF-Q Gerät. Die Aufnahme der Spektren wurde von Patrizia Müller, Martin Held oder 

Christian Grünewald durchgeführt. 

Die ESI-MS-Massenspektrometrie chemischer Verbindungen erfolgte an einem Thermo-

Fisher Surveyor MSQ. 

Die hochauflösende Massenspektrometrie erfolgte mit einem MALDI LTQ Orbitrap XL Ge-

rät der Firma Thermo Fisher Scientific mit α-Cyano-4-hydroxyzimtsäure oder 2,5-Dihydro-

xybenzoesäure als Matrix. 

Belichtung 

Die Belichtung der Azobenzol-modifizierten DNA und RNA Stränge erfolgte mit einem 

Thorlabs LED driver DC2100 und einem Küvettenhalter CVH100/M (Thorlabs). Für eine 

zeitabhängige Bestrahlung wurde der Küvettenhalter auf einer Schüttelplatte befestigt, so-

dass eine homogene Bestrahlung der Probe garantiert werden konnte. Eine Thorlabs 

M365L2 LED (λ=365 nm, 300 mW) und eine Thorlabs M420L2 LED (λ=420 nm, 300 mW) 

wurde verwendet. Die Bestrahlung während der Schmelzpunktstudien erfolgte mit dem Ge-

rät der Firma Thorlabs LED Driver DC2100 mit Küvettenhalter CV100/M. Die Belichtung 

der lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden erfolgte entweder mit einer Thorlabs LED (365 nm, 

300 mW) oder mit einem selbstgebauten Gerät (365 nm) zur Bestrahlung von Mikrotiter-

platten mit 96-wells. Die Bestrahlung der chemo-enzymatisch hergestellten RNA erfolgte 
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mit einem selbstgebauten Gerät (365 nm, 500 mA, 15 V, 7 W) und einem Prozessor Netz-

teil PPS 5330 von ELV. 

DEPC-H2O 

Zur Herstellung von RNase-freien Wassers wurde 1 L Milli-Q-Wasser mit 1 mL DEPC (Diet-

hyldicarbonat) versetzt und für 24 h bei Raumtemperatur inkubiert. Anschließend wurde 

die Lösung autoklaviert (130 °C; 25 min).  

Puffer-Lösungen 

1M TEAA-Puffer (pH 7): 57,2 mL Essigsäure (100%) wurden zu 500 mL Milli-Q-Wasser 

hinzugefügt. Unter starkem Rühren wurden 138,6 mL destilliertes Triethylamin hinzugefügt. 

Durch Zugabe von Essigsäure oder Triethylamin wurde der pH auf 7 eingestellt. Das Vo-

lumen wurde mit MilliQ-H2O auf 1 L aufgefüllt. 

10xPBS-Puffer: Der 10x-PBS Puffer bestand aus NaCl (1,37 mM), KCl (27 mM), KH2PO4 

(14 mM) und Na2HPO4 (100 mM). 

HFIP-Puffer: 41,5 mL HFIP (400 mM) wurden zu 950 mL Milli-Q-Wasser gegeben. Unter 

starkem Rühren wurden 2,3 mL Triethylamin (16,3 mM) zugegeben. Das Volumen wurde 

auf 1L aufgefüllt. Die Lösungen wurden für 24 h bei Raumtemperatur gerührt, damit ein 

vollständiges Mischen garantiert werden konnte.  

RP-HPLC 

Die RP-HPLC wurden an dem Gerät Agilent Technologies 1260 Infinity oder Agilent Tech-

nologies 1200 series durchgeführt. Die verwendeten Säulen und Gradienten stehen an den 

entsprechenden Chromatogrammen oder Vorschriften. 

Spektroskopische Untersuchungen 

Die UV/Vis-Spektren und Schmelzpunktmessungen der Azobenzol C-Nukleoside wurden 

an einem JASCO V650 Spektrometer mit einem programmierbaren Küvettenhalter 

(JASCO PAC-743) aufgenommen. Für die Schmelzpunktmessungen wurde die Änderung 

der Absorption der Proben (5 μM, in PBS-Puffer, pH 7,4) bei λ = 260 nm in Abhängigkeit 

der Temperatur (von 20 bis 60 °C) gemessen. Die Temperaturrampe betrug 1 °C∙min-1. Die 

Proben wurden solange mit UV (365 nm) oder sichtbarem Licht (420 nm) bei 75 °C be-

strahlt, bis sich die Absorption bei λ = 322 nm nicht mehr änderte. Der Schmelzpunkt wurde 

aus der ersten Ableitung der Kurve bestimmt. Mindestens drei unabhängige Messungen 

(jede Messung entspricht einem Zyklus von Hochheizen und Abkühlen) wurden durchge-

führt und für die Berechnung der Schmelzpunkte verwendet. Ermüdungsstudien der 
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Azobenzol C-Nukleoside wurden an einem selbstgebauten UV/vis Spektrometer mit einem 

Ocean Optics Inc. USB4000 Detektor und einem Ocean Optics DH-mini durchgeführt. Die 

Konzentrationsbestimmungen der Oligonukleotide wurde an einer Nanodrop2000 Gerät 

von Thermo Scientific durchgeführt.  

Fluoreszenzstudien der lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden wurde an einem Platereader 

Gerät der Firma Tecan durchgeführt. Dabei betrug die Konzentration standardmäßig 1 μM 

(100 μL).  

Berechnung der Photoisomere anhand von Reinspektren 

Die Auftrennung der cis und trans Photoisomere der Azobenzol-modifizierten DNA und 

RNA Stränge und Aufnahme der UV/vis Absorptionsspektren der reinen Isomere erfolgte 

per AE-HPLC an einem Agilent Technologies 1260 Infinity Gerät mit einer DNAPac PA-

100 (250x4 mm) Säule der Firma Dionex. Da Nukleinsäuren nicht bei 332 nm absorbieren, 

kann die Absorption bei 332 nm (A332) aus der Summe des cis- und trans-Isomers berech-

net werden:  

A A 	A  

A A ∙ R 	A ∙ R         mit R 1 R  

A ∙ 1 R ∙ R  

A A A ∙ R A ∙ R  

A ∙ R A ∙ R A A  

R ∙ A A A A  

	 											R
A A

A
 

5.2 Oligonukleotidsynthesen 

Die Synthese der Oligonukleotide erfolgte an dem Gerät ABI 392 RNA/DNA Synthesizer 

der Firma Applied Biosystems. Es wurden Polystyrol- oder CPG-Säulen der Firma Applied 

Biosystems, Linktech oder Glen Research verwendet. Die Konzentration der verwendeten 

Phosphoramidite betrug 0.11 M in trocknem Acetonitril. Als Aktivator diente eine 0.3 M BTT 

(5-Benzylthio-1H-tetrazole; teilweise von EMP Biotech bezogen) Lösung in Acetonitril, die 

bei Bedarf mit Molekularsieb 4Å von EMP Biotech getrocknet wurde. Zur Abspaltung der 

Trityl-Schutzgruppe wurde TCA debloc (3% Trichloressigsäure in Dichlormethan) der 

Firma Proligo verwendet. Die nicht abreagierten, freien 5´OH-Gruppen wurden mit den 
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„Cappingreagenzen“, bestehend aus 10% Essigsäureanhydrid und 10 % 2,6-Lutidin in THF 

(CapA) oder unter UltraMild Bedingungen (THF/Pyridin/Pac-Anhydrid 85:10:5) von Link-

tech und (CapB), bestehend aus 10% 1-Methylimidazol in THF, geschützt. Für die Oxida-

tion wurde eine Lösung, bestehend aus 3% Iod, 2% Wasser und 20% Pyridin in THF, ver-

wendet. Bei Bedarf wurde nach der Synthese eine selektive Abspaltung der Cyanoethyl-

Schutzgruppen durchgeführt. Dabei wurde die Säule für 20 min mit einer 20% Diethylamin-

Lösung von EMP Biotech gespült und anschließend mit Acetonitril gewaschen und im 

Hochvakuum für 15 min getrocknet.  

Zum Entfernen des Lösungsmittels während der Aufarbeitung der Oligonukleotide, wurde 

eine Vakuumkonzentrator Concentrator 5301 der Firma Eppendorf verwendet. 

5.2.1 Festphasensynthese der lichtaktivierbaren AntimiR-Sonden 

Die Synthesen erfolgten an einem ABI392 Synthesizer der Firma Applied Biosystems im 

DMTr-ON Modus unter UltraMild Bedingungen durchgeführt. Die Kupplungszeit der 

2’OMe-Phosphoramidite (Linktech Co. Ltd.) betrug 6 min. Bei Bedarf wurde die Kupplungs-

zeit der Modifikationen nach den Herstellerangaben verändert. Die Abspaltung vom Fest-

phasenmaterial und die Entfernung der Schutzgruppen erfolgte durch Inkubation mit NH3 

(aq. 32%) für 2 h bei Raumtemperatur. Das Entfernen der flüchtigen Bestandteile wurde in 

einem Vakuumkonzentrator (Eppendorf) bei 4 °C durchgeführt. Eine zu starke Trocknung 

zu Problemen bei erneuten lösen führen. Die Aufreinigung erfolgte per RP-HPLC mit HFIP-

Puffer (400 mM HFIP, 16,3 mM TEA pH 8) und MeOH an einer Säule von Waters (Xbridge 

BEH 300, 3,5 μm, 4,6 x 250 mm) bei 60 °C mit Flussrate von 0,7 mL∙min-1. Die Abspaltung 

der DMTr-Schutzgruppe erfolgte durch Inkubation mit 80% Essigsäure für 20 min bei 

Raumtemperatur. Nach Entfernung aller flüchtigen Bestandteile in einem Vakuumkonzent-

rator bei 4 °C, wurden die Stränge erneut per RP-HPLC aufgereinigt. Die massenspektro-

metrische Analyse erfolgte an einem Bruker micrOTOF-Q Gerät. Die Stränge, die in Neu-

ronen transfizierte wurde, wurden zusätzlich mit einer Natriumacetat-Lösung (3 M; 0,1 Vo-

lumen, pH 5,6) und EtOH (3 Volumen) versetzt und bei -20 °C für 16 h gefällt und durch 

Zentrifugation (22000 g) bei 4 °C pelletiert. Dieser Vorgang wurde dreimal wiederholt. 

Überschüssiges Salz wurde durch zehnfaches Waschen (je 5 mL Wasser) über einen Zent-

rifugalfilter (1K Membran; Macrosep Advance (MAP001) der Firma Pall) entfernt. 

5.2.2 Festphasensynthese und Aufreinigung der Azobenzol-modifizierten RNA 

Stränge 

Die Festphasensynthese der RNA Stränge erfolgte an einem Expedite 8909 (PerSeptive 

Biosystems) im DMTrOFF-Modus. Die Kupplungszeit von 101 und 105 wurde von 12 min 
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auf 30 min verlängert. Die Abspaltung vom Festphasenmaterial und die Entfernung der 

Schutzgruppen erfolgte durch Inkubation mit NH3 (aq. 25%) und EtOH (3:1) für 24 h bei 

Raumtemperatur. Nachdem alle flüchtigen Bestandteile in einem Vakuumkonzentrator ent-

fernt wurde, wurden die TBDMS-Schutzgruppen mit 150 μL einer frisch angesetzten Mi-

schung aus Et3N, HF∙3Et3N in N-Methyl-2-pyrrolidin entfernt (6:3:4; 60 °C, 90 min). Die 

RNA wurde durch mit 1,4 mL 1-Butanol bei -80 °C gefällt und durch Zentrifugation (12500 

g) für 30 min bei 4 °C pelletiert. Die Aufreinigung der Stränge erfolgte per Ionenaustau-

scher-HPLC (JASCO 2000er Serie; Säule: DNAPac PA-100 (250x9 mm) von Dionex) mit 

1M LiCl-Lösung und DEPC-H2O als Eluate. Die Oligonukleotide wurden durch RP-HPLC 

an einem JASCO 900er Serie Gerät mit einer Jupiter 4 μm Proteo 90 Å Säule (150x12 mm) 

von Phenomenex aufgereinigt und entsalzt. Die massenspektrometrische Analyse erfolgte 

an einem Bruker micrOTOF-Q Gerät. Die Oligonukleotide RNA1(AP) und RNA2(AP) wur-

den von IBA GmbH, Deutschland bezogen. RNA1(tAzo) und RNA2(tAzo) wurde von 

Nihon Techno Service Co., Ltd., Japan bezogen. 

5.2.3 Festphasensynthese und Aufreinigung der Azobenzol-modifizierten DNA 

Stränge 

Die Synthese wurde an einem ABI392 Synthesizer der Firma Applied Biosystems im DMTr-

ON Modus unter Standardbedingungen durchgeführt. Die Kupplungszeit der Azobenzol C-

Nukleosid Phosphoramidite 101 und 105 wurde von 38 auf 440 s verlängert. Die Abspal-

tung vom Festphasenmaterial und die Entfernung der Schutzgruppen erfolgte durch Inku-

bation mit NH3 (aq. 32%) für 16 h bei Raumtemperatur. Die Aufreinigung erfolgte per RP-

HPLC mit 1M TEAA-Puffer (pH 7) und MeCN (linearer Gradient: 5→40% MeCN in 40 min). 

Die Abspaltung der DMTr-Schutzgruppe erfolgte durch Inkubation mit 80% Essigsäure für 

20 min bei Raumtemperatur. Nach Entfernung aller flüchtigen Bestandteile in einem Vaku-

umkonzentrator, wurden die Stränge erneut per RP-HPLC unter denselben Bedingungen 

aufgereinigt. Die massenspektrometrische Analyse erfolgte an einem Bruker micrOTOF-Q 

Gerät. Die unmodifizierten Stränge wurden von biomers.net GmbH bezogen. 

 

5.2.4 Synthese der 48mer RNA für die Splint-Ligation in der chemo-enzymatischen 

Synthese von photoaktivierbarer RNA 

Die Synthese wurde an einem ABI392 Synthesizer der Firma Applied Biosystems im DMTr-

OFF Modus unter UltraMild Bedingungen durchgeführt. Die Kupplungszeit der Amidite be-

trug 12 min. 
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Sequenz: 5‘-pGGC GGG AGU UGG GCU AGG GAG GAA CAG CCU UUU CUA  

             GGC UAA GGC CCA-3’ 

Das Festphasematerial wurde in 500 μL einer 3:1 Mischung aus NH3 (33%) und Ethanol 

für 24 h bei Raumtemperatur bei 1000rpm im Thermoschüttler inkubiert. Das Festphasen-

material wurde über eine 0,45µM Zentrifugalfilter (von VWR) entfernt und das Filtrat in ei-

nem Vakuumkonzentrator bei 4 °C entfernt. Der Rückstand wurde in 100 μL DMSO gelöst 

und mit 125 μL Et3Nꞏ3HF versetzt und für 2,5 h bei 60 °C bei 1000 rpm inkubiert. 25 μL 

3 M NaOAc und 1 mL Ethanol (-20 °C gekühlt) wurden zugegeben. Das Reaktionsgefäß 

wurde zweimal invertiert und die RNA über Nacht bei -20 °C gefällt. Der Fällunsgschritt 

wurde zweimal wiederholt, um Rückstände von Fluorid-Salzen zu entfernen. Die Aufreini-

gung erfolgte per RP-HPLC an Agilent 1200 Gerät mit einer MultoKrom 100-5 C18 Säule 

(10x250mm, 4 mlꞏmin-1, RT). Die Fraktionen, die das Produkte enthalten wurden vereint 

und in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C eingeengt. Der Rückstand wurde zweimal mit 

Wasser koevaporiert. 

 

Tabelle 15 Gradient für die Aufreinigung der 48mer RNA 
Mittels RP-HPLC 
Zeit (min) %Eluent A  

(400 mM HFIP 16.3 mM Et3N pH 8.3)
% Eluent B  
(MeOH)

0 95 5
1 95 5 
3 80 20
35 40 60 

 

Masse berechnet: 15669, gefunden: 15710. Siehe Abb. 173 für ein analytisches RP-HPLC 

Chromatogramm und gelelektrophoretische Analyse. 

5.2.5 PCR-Reaktionen 

Für die PCR Reaktionen wurde ein 120mer DNA Templat mit der folgenden Sequenz ver-

wendet:  

Templat: 5’-GTA ATA GGT TAT AACCAG CGC TTT TCT ATG CCA TAT ATT GGA CTT 

GCA GGC CAG TAT CGC ATT AAT GAT TTT GAG TTA AAT GCA TTA TTT AAA TTC 

AGC GAC TGG GTT CGG GCA CAT GAT-3’ 

Als Primer wurden Stränge mit folgenden Sequenzen verwendet: 

Vorwärtsprimer (23-mer): 5'-GTAATAGGTTATAACCAGCGCTT-3' 

Rückwärtsprimer (31-mer): 5’- ATCATGTGCCCGAACCCAGTCGCTGAATTTA-3' 
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Entweder wurden 50 pM Templat, 0,2 μM Primer, 1,25 Units der Polymerase und 200 μM 

dNTPs mit 20 Zyklen oder 5 nM Templat, 5 μM Primer, 1,25 Units der Polymerase und 

200 μM dNTPs mit 30 Zyklen verwendet. Es wurde die Polymerasen KOD XL (Merck) und 

Kapa2G robust (KAPA BIOSYSTEMS) verwendet. Das Gesamtvolumen der Reaktionen 

betrug 100 μL.  

 

Tabelle 16 Bedingungen für den PCR-Zyklus 
Schritt Temperatur Zeit Zyklen
Initiale Denaturierung 95 °C 120 s 1
Denaturierung 95 °C 15 s 

20/30 Annealing 58 °C 30 s
Elongation 72 °C 20 s 
Finale Elongation 72 °C 7 min 1
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5.3 Chemische Synthesen 

5.3.1 Synthese von (S)-N2-TFA-O1-DMTr-O3-TBDMS-Serinol (73) 

 

9,71 g (S)-O1-DMTr-O3-TBDMS-Serinol 67[90] (19,12 mmol) wurden in 80 mL MeOH gelöst 

und mit 3,36 mL Et3N (23,90 mmol, 1,25 Eq.) und 4,55 mL Trifluoressigsäuremethylester 

(38,23 mmol, 2,0 Eq.) versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde über Nacht bei Raumtempe-

ratur gerührt. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt und der Rück-

stand säulenchromatographisch (CH/EtOAc 20:1 →10:1) gereinigt. Das Produkt 73 enthält 

EtOAc, welches auch nach 24 h im Hochvakuum nicht entfernt werden konnte. Die Aus-

beute wurde entsprechend angepasst. 

Ausbeute: 10,72 g (93%)  

DC (CH/EtOAc 8:1): Rf= 0,52 

1H-NMR ([D6]DMSO, 400 MHz) δ= 8,65 (d, 1H, NH), 7,34-7,39 (m, 2H, Har), 7,65 (t, 

J(H,H)=8,6 Hz, 2H, Har), 7,19-7,24 (m, 4H, Har), 6,85-6,89 (m, 5H, Har), 4,07-4,15 (m, 1H, 

CH), 3,73 (s, 6H, 2xOCH3), 3,64-3,69 (m, 1H, CH2), 3,56-3,61 (m, 1H, CH2), 3,09-3,15 (m, 

1H, CH2), 2,97-3,03 (m, 1H, CH2), 0,76 (s, 9H, CH3 TBDMS), -0,07-0,0ppm (m, 6H, CH3 

TBDMS).  

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 158,1; 156,3 (q, 2J(C,F)=36,0 Hz); 144,9; 135,5; 135,5; 

129,6; 129,6; 127,8; 127,8; 126,7; 116,0 (q, 1J(C,F)=288,5 Hz); 113,1; 85,3; 61,8; 61,2; 

55,1; 52,2; 25,6; 17,7; -5,6; -5,6ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C32H40F3N1O5Si +Na+ [M+Na+]+. 626,25201; gemessen: 

626,25121 (Δm = 0,0008, Fehler 1,2ppm). 
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5.3.2 Synthese von (R)-O1-DMTr-N2-TFA-O3-Serinol (74) 

 

10,54 g (S)-N2-TFA-O1-DMTr-O3-TBDMS-Serinol 73 (17,45 mmol, 1.0 Eq.) wurden in 

50 mL trockenem THF gelöst und mit 34,9 mL TBAF (1,0 M im THF; 34,91 mmol, 2,0 Eq.) 

versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde für 3 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion 

wurde mit 50 mL Wasser versetzt und dreimal mit EtOAc extrahiert. Die vereinten organi-

schen Phasen wurden mit ges. NaCl-Lösung gewaschen. Das Lösungsmittel wurde am 

Rotationsverdampfer entfernt. Das auf Kieselgel adsorbierte Reaktionsgemisch wurde säu-

lenchromatographisch gereinigt (CH/EtOAc 4:1 → 2:1). Das Produkt enthält EtOAc Rück-

stände, die auch nach 24 h im Hochvakuum nicht entfernt werden konnten. Das Produkt 

74 wurde ohne weitere Aufreinigung in der nächsten Stufe eingesetzt. Die analytischen 

Daten stimmen mit der Literatur[88,399] überein. 

Ausbeute: 6,67 g (78%)  

DC (CH/EtOAc 2:1): Rf= 0,28 

1H-NMR ([D6]DMSO, 75 MHz) δ= 9,25 (d, 3J(H,H)=8,6 Hz, 1H, NH), 7,15-7,41 (m, 9H, Har), 

6,81-6,94 (m, 4H, Har), 4,71-4,85 (m, 1H, OH), 4,06-4,17 (m, 1H, CH), 3,73 (s, 6H, OCH3),  

3,44-3,55 (m, 2H, CH2-O-DMTr), 2,91-3,19ppm (m, 2H, CH2-OH). 

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 158,6; 156,8 (q, 2J(C,F)=35,9 Hz); 145,4; 136,1; 130,1; 

128,3; 128,0; 127,1; 116,5 (q, 1J(C,F)=288,5 Hz); 113,6; 85,8; 62,7; 60,5; 55,5; 53,0ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C26H26F3N1O5
 + Na+ [M+Na+]+ 512,16553; gemessen: 

512,16412 (Δm= 0,0014, Fehler 2,7ppm). 
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5.3.3 Synthese von (S)-O1-DMTr-N2-TFA-O3-(N,N-diisopropyl-2-cyanoethylphos-

phoramidit)Serinol (62) 

 

Die Synthese wurde nach einer leicht abgewandelten Vorschrift von Seitz et al.[88] durch-

geführt. Es wurden die Äquivalente des Phosphoramidit-Reagenzes von 2,0 auf 1,2 Eq. 

verringert, da der Überschuss häufig nicht vollständig entfernt werden kann und zu einer 

verringerten Kupplung der Amidite führt. 

1,0 g (R)-O1-DMTr-N2-TFA-O3-Serinol 74 (2,04 mmol, 1,0 Eq.) wurden in 10 mL trockenem 

CH2Cl2 gelöst und mit 1,78 mL trockenem DIPEA (10,21 mmol, 5,0 Eq.) versetzt. Nach 

5 min wurden 0,55 mL 2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorophosphoramidit (2,45 mmol, 

1,2 Eq.) zugegeben. Nachdem die Reaktion 1,5 h bei Raumtemperatur gerührt wurde, 

wurde sie durch die Zugabe von NaHCO3 beendet. Die Lösung wurde mit CH2Cl2 verdünnt 

und mit ges. NaCl-Lösung gewaschen. Die organische Phase wurde über MgSO4 getrock-

net und am Rotationsverdampfer eingeengt. Die Aufreinigung erfolgte säulenchromatogra-

phisch (n-Hexan/Aceton 4:1 → 2:1).  

Ausbeute: 1,11 g (78%)  

DC (n-Hexan/Aceton 2:1): Rf= 0,36 (Verbindung zersetzt sich auf der DC) 

1H-NMR ([D6]DMSO, 300 MHz) δ=  7,16-7,43 (m, 9H, Har), 6,79-6,95 (m, 4H, Har), 4,15-

4,34 (m, 1H, CH), 3,73 (s, 6H, OCH3), 3,58-3,70 (m, 2H, CH2), 3,41-3,56 (m, 2H, CH2), 

3,10-3,22 (m, 1H, CH2), 2,98-3,10 (m, 1H, CH2), 2,67-2,75 (m, 2H,2xCHCH3 TBDMS), 0,98-

1,14ppm (m, 12H, 4xCH3 TBDMS). 

31P-NMR ([D6]DMSO, 201 MHz) δ=147,5; 147,3ppm.  

Die analytischen Daten stimmen mit der Literatur[88] überein.  
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5.3.4 Thiazolorange-Markierung der Serinol-markierten 2’OMe-RNA Stränge 

Die Synthese erfolgte nach einem modifizierten Protokoll von Seitz et al.[88] Generelle An-

leitung für die Markierung eines Serinol-modifizierten Stranges mit Thiazolorange: 

Synthese von TO-NHS: 21,4 mg TO-COOH[302] (50 μmol, 1.0 Eq.) und 12,5 mg Pyridinium 

p-Toluolsulfonsäure (PPTS) (50 μmol, 1.0 Eq.) wurden in 2,5 mL DMF suspensiert und für 

10 min im Ultraschallbad inkubiert bis alles gelöst vorlag. 11,5 mg N-Hydroxysuccinimid 

(100 μmol, 1.0 Eq.) und 7,6 μL DIC (40 μmol, 0,8 Eq.) wurden hinzugefügt und das Reak-

tionsgemisch wurde für 2 h bei 30 °C auf dem Thermoschüttler inkubiert (800 rpm). 

Der Serinol-modifizierte 2’OMe RNA Strang (2 nmol, 1.0 Eq.) wurde in 10 μL einer 0,1 M 

Natriumhydrogencarbonat-Lösung gelöst. 10 μL von des TO-NHS-Reaktionsgemisches 

(200 nmol, 80 Eq.) wurden hinzugefügt und das Reaktionsgemisch wurde für eine Stunde 

bei Raumtemperatur bei 800 rpm inkubiert. Zur Fällung der 2’OMe RNA wurde -20 °C kal-

tes Isopropanol hinzugefügt und die Mischung über Nacht bei -20 °C stehen gelassen. Die 

RNA wurde durch Zentrifugation (22000∙g) bei 4 °C pelletiert. Die Aufreinigung erfolgte per 

RP-HPLC (siehe Kapitel 2.2.2). 

 

5.3.5 Synthese von 1’-(m-Azobenzol)-1’-hydroxyl-2’,3’,5’-tris-O-benzyl-D-ribose 

(121) 

 

3-Iodazobenzol 119 wurde nach Literaturvorschrift[327] dargestellt. 

Unter Argonatmosphäre wurden 3,3 g 3-Iodazobenzol 119 (10,7 mmol, 1,0 Eq.) in 300 mL 

abs. Et2O gelöst und auf -78 °C gekühlt.  Es wurden 7 mL nBuLi (1,6 M in n-Hexan, 11,2 

mmol, 1,05 Eq.) hinzugefügt. Nachdem das Reaktionsgemisch für 3,5 h bei -78 °C gerührt 

wurde, wurde es auf -30 °C erwärmt und erneut auf -78 °C gekühlt. Die rotbraune Lösung 

wurde mit einer Überführungskanüle zu einer Lösung aus 3,1 g 2’,3’,5’-Tri-O-benzyl-D-ri-

bono-γ-lacton 116 (7,5 mmol, 0,7 Eq.) in 100 mL trockenem Et2O bei -78 °C gegeben. 

Dabei ist durch die Einstellung von Argon-Überdruck und Vakuum auf einen permanenten 

Fluss zu achten, da ansonsten die Kanüle verstopfen kann. Die Reaktion wurde für 1,5 h 
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bei – 78 °C und für 1 h bei Raumtemperatur gerührt. Durch Zuhabe von 2mL gesättigter 

NH4Cl-Lösung wurde die Reaktion gestoppt. Die wässrige Phase wurde mit Et2O extrahiert 

und die vereinigten organischen Phasen über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel 

am Rotationsverdampfer entfernt. Das Rohprodukt kann ohne weitere Aufreinigung in der 

nächsten Stufe eingesetzt werden. Zur analytischen Zwecke erfolgte die Aufreinigung säu-

lenchromatographisch (SiO2, CH/EtOAc 10:1 → 5:1). 

Ausbeute: 3,43 g (76%) 

DC (CH/EtOAc 2:1): Rf= 0.62 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 6,74-8,18 (m, 24H, Har), 5,00 (d, 3J(H,H)=4,9 Hz, 1H 

(0,2H gemessen), OH-1’), 4,42-4,71 (m, 7H, 3x OCH2Ph & H-4‘), 4,00-4,15 (m, 1H, H-3’), 

3,87-3,99 (m, 1H, H-2’), 3,52-3,78ppm (m, 1H, H-5’). Das Spektrum ist mit EtOAc verun-

reinigt. Diese Signale wurden nicht angegeben. Eine Zuordnung der Signale des trans und 

cis-Isomers war nicht möglich.  

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 152,0; 151,9; 151,7; 151,4; 144,6; 142,9; 138,4; 138,3; 

138,2; 138,1; 137,9; 137,8; 131,6; 130,7; 129,6; 129,5; 129,5; 129,0; 128,9; 128,5; 128,3; 

128,3; 128,2; 128,2; 128,0; 128,0; 127,9; 127,8; 127,8; 127,8; 127,7; 127,6; 127,6; 127,6; 

127,5; 127,5; 127,4; 127,3; 127,3; 122,8; 122,7; 122,6; 122,6; 122,4; 122,3; 121,3; 120,2; 

119,8; 106,0; 102,8; 82,9; 82,4; 81,7; 80,8; 80,3; 80,3; 76,8; 72,7; 72,5; 72,5; 72,3; 72,3; 

72,3; 71,9; 71,6; 71,5; 70,1; 68,8; 20,8ppm. 
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5.3.6 Synthese von 1’-(m-Azobenzol)-2’,3’,5’-tris-O-benzyl-D-ribose (123) 

O

OBnOBn

BnO

123

N

N

 

Zu einer Lösung aus 3,21 g 122 (5,3 mmol) in trocknem CH2Cl2 bei -78 °C wurden 1,4 mL 

Triethylsilan (8,6 mmol, 1,6 Eq.) und 2,0 mL BF3∙OEt2 (16,0 mmol, 3,0 Eq.) über einen 

Zeitraum von 20 min zugefügt und für 4 h bei -78 °C gerührt. Die Reaktion wurde durch die 

Zugabe von 200 mL gesättigter NaHCO3-Lösung beendet. Die Reaktionslösung wurde mit 

CH2Cl2 verdünnt und die organische Phase wurde mit Wasser gewaschen, über MgSO4 

getrocknet und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt wurde 

säulenchromatographisch (von Nikolai Grebenovsky) aufgereinigt (SiO2, CH/EtOAc 3:1).  

Ausbeute: 96% (mehrere Ansätze wurden vereint) 

DC (CH/EtOAc 3:1): Rf= 0,68 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 7,94-7,99 (m, 1H, H(Azobenzol)ar), 7,79-7,88 (m, 3H, 

H(Azobenzol)ar), 7,51-7,63 (m, 5H, H(Azobenzol)ar), 7,21-7,40 (m, 15H, H(3xBenzyl)ar), 

5,02 (d, 3J(H,H)=6,7 Hz, 1H, OH-1‘), 4,47-4,63 (m, 6H, -OCH2Ph), 4,28-4,33 (m, 1H, H-4‘), 

4,11-4,16 (m, 1H, H-3‘), 3,95-4,01 (m, 1H, H-2‘), 3,63-3,74ppm (m, 2H, H-5‘). 

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 151,9; 151,9; 142,3; 138,2; 138,2; 138,0; 131,5; 129,5; 

129,3; 129,2; 128,8; 128,3; 128,3; 128,2; 128,2; 128,1; 128,0; 127,8; 127,8; 127,6; 127,6; 

127,5; 127,5; 127,4; 127,3; 122,5; 121,9; 120,0; 83,6; 81,5; 81,3; 77,3; 72,5; 71,2; 71,0; 

70,3ppm. Die NMR-Spektren wurden von Nikolai Grebenovsky im Rahmen einer von dem 

Autor dieser Arbeit betreuten Masterarbeit aufgenommen und aufgrund der Vollständigkeit 

hier aufgeführt. 
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5.3.7 Synthese von 1’-(p-Azobenzol)-1’-hydroxyl-2’,3’,5’-tris-O-benzyl-D-ribose 

(117) 

 

4-Iodazobenzol 114 wurde nach Literaturvorschrift[326] dargestellt.  

Unter Argonatmosphäre wurden 6 g 4-Iodazobenzol 114 (19,5 mmol) in 350 mL trockenem 

Et2O gelöst und auf -78 °C gekühlt. 12,8 mL nBuLi (1,6 M in n-Hexan, 20, 5 mmol, 1,05 

Eq.) wurden hinzugefügt und die Reaktion bei -78 °C für 4 h gerührt. Die Lösung wurde auf 

-20 °C erwärmt, für 15 min gerührt und auf -78 °C gekühlt. Die rot-braune Lösung wurde 

mit einer Überführungskanüle zu einer Lösung aus 5,7 g 2’,3’,5’-Tri-O-benzyl-D-ribono-γ-

lacton 116 (13,6 mmol, 0,7 Eq.) in 300 mL trockenem Et2O bei -78 °C gegeben. Dabei ist 

durch die Einstellung von Argon-Überdruck und Vakuum auf einen permanenten Fluss zu 

achten, da ansonsten die Kanüle verstopfen kann. Die Reaktion wurde für 5 h bei – 78 °C 

und für 1 h bei Raumtemperatur gerührt. Durch Zuhabe von gesättigter wässriger NH4Cl-

Lösung wurde die Reaktion gestoppt. Die wässrige Phase wurde mit Et2O extrahiert und 

die vereinigten organischen Phasen über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel am 

Rotationsverdampfer entfernt. Das Rohprodukt kann ohne weitere Aufreinigung in der 

nächsten Stufe eingesetzt werden. Für analytische Zwecke wurde es per Säulenchroma-

tographie aufgreinigt (SiO2, CH/EtOAc 10:1). Das Produkt 117 wurde als oranger Feststoff 

erhalten. Aufgrund der cis- und trans-Isomere und den Benzyl-Schutzgruppen war eine 

Zuordnung aller Signale schwierig, weshalb eine exakte Quantifizierung der Reinheit nicht 

möglich war. 

Ausbeute: 6.95 g (60%) 

DC (CH/EtOAc 3:1): Rf= 0.55 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 7,55-7,94 (m, 9H, H(Azobenzol)ar), 7,30-7,39 (m, 15H, 

H(3x Benzyl)ar), 5,00 (d, 3J(H,H)=6,7 Hz, 1H, OH-1’), 4,47-4,62 (m, 6H, 3x OCH2Ph), 4,27-

4,31 (m, 1H, H-4’), 4,10-4,12 (m, 1H, H-3’), 3,94-3,97 (m, 1H, H-2’), 3,64-3,73ppm (m, 1H, 

H-5’). Es wurden nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 
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HRMS (MALDI): m/z berechnet for C38H36N2O5 +Na+ [M+Na+]. 623,25164; gemessen: 

623,25072 (Δm= 0,00092, Fehler 1,5ppm). 

 

5.3.8 Synthese von 1’-(p-Azobenzol)-2’,3’,5’-tris-O-benzyl-β-D-ribofuranose (118) 

 

Zu einer Lösung aus 6,19 g 117 (10,3 mmol) in trocknem CH2Cl2 bei -78 °C wurden 4,9 mL 

Triethylsilan (30,9 mmol, 3,0 Eq.) und 3,82 mL BF3OEt2 (30,9 mmol, 3,0 Eq.) zugefügt und 

für 3,5 h bei -78 °C gerührt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von gesättigter wässriger 

NaHCO3-Lösung beendet. Die Reaktionslösung wurde mit CH2Cl2 verdünnt und organi-

sche Phase wurde mit Wasser gewaschen, über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel 

am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt wurde säulenchromatographisch aufgerei-

nigt (SiO2, CH/EtOAc 20:1 →10:1). Das Produkt 118 wurde als ein 75:25 Gemisch aus 

trans und cis-Isomer erhalten. 

Ausbeute: 5,69 g (94%) 

DC (CH/EtOAc 10:1): Rf= 0,40 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 7,88-7,92 (m, 2H, H(Azobenzol)ar), 7,81-7,85 (m, 2H, 

H(Azobenzol)ar), 7,55-7,63 (m, 5H, H(Azobenzol)ar), 7,23-7,40 (m, 15H, H(3x Benzyl)ar), 

5,00 (d, 3J(H,H)= 6,6H z, 1H, H-1’), 4,48-4,63 (m, 6H, 3x OCH2Ph), 4,28-4,31 (m, 1H, H-

4’), 4,09-4,13 (m, 1H, H-3’), 3,93-3,98 (m, 1H, H-2’), 3,64-3,73ppm (m, 2H, H-5’). Es wur-

den nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 151,9; 151,4; 144,3; 138,3; 138,2; 138,0; 129,5; 128,3; 

128,2; 128,2; 127,9; 127,6; 127,5; 122,6; 122,4; 83,5; 81,4; 81,4; 77,3; 72,5; 71,2; 71,0; 

70,2ppm. Es wurden nur die Signale des trans-Isomers (mittels HSQC) zugeordnet. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C38H36N2O4 +H+ [M+H+]. 585,27478; gemessen: 

585,27406 (Δm = 0,00072, Fehler 1,2ppm). 
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5.3.9 Synthese von 2’OH-pAzo 

 

 
 

215 mg 118 (368 µmol) wurden unter Argon Atmosphäre in 3 mL trockenem CH2Cl2 gelöst 

und auf -78 °C gekühlt. 3 mL BBr3 (1,0 M in CH2Cl2, 3000 µmol, 8,2 Eq.) wurden über einen 

Zeitraum von 20 min zugegeben und die Reaktion bei – 78 °C über Nacht gerührt. Zugabe 

von 10 mL Wasser beendete die Reaktion. Die wässrige Phase wurde mit 3x20 mL CH2Cl2 

extrahiert, über MgSO4 getrocknet und am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt 

wurde säulenchromatographisch aufgereinigt (SiO2, CH/EtOAc 1:4). 

Ausbeute: 102 mg (88%) 

DC (CH/EtOAc 1:4): Rf= 0,43 

1H-NMR  ([D6]DMSO, 400 MHz) δ= 7,85-7,92 (m, 4H, Har), 7,56-7,65 (m, 5H, Har), 5,05 (m, 

1H, 4’-OH), 4,93-5,02 (m, 1H, 3’-OH), 4,81-4,88 (m, 1H, 5’-OH), 4,67 (d, 3J(H,H)=7,2Hz, 

1H, H-1’), 3,91-3,97 (m, 1H, H-3’), 3,85-3,90 (m, 1H, H-4’), 3,70-3,78 (m, 1H, H-2’), 3,54-

3,64ppm (m, 2H, H-5’). Es wurden nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 

13C-NMR ([D6]DMSO, 101 MHz) δ= 152,0; 151,3; 145,3; 131,4; 129,4; 127,0; 122,5; 122,3; 

85,4; 82,5; 77,8; 71,5; 62,0ppm. Es wurden nur die Signale des trans-Isomers zugeordnet. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C17H18N2O4 +H+ [M+H+]. 315,13393; gemessen: 

315,13381 (Δm = 0,00012, Fehler 0,4ppm). 
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5.3.10 Synthese von pANPEp 

Die Synthese von 2′,3′,5′-Tris-O-(tert.-Butyldimethylsilyl)-N6-[(R,S)-1-(2-nitrophe-

nyl)ethyl]adenosin wurde nach Literaturvorschrift[362] dargestellt, aber anstatt (S)-1-(2-Nit-

rophenyl)ethylamin wurde (rac)-1-(2-Nitrophenyl)ethylamin verwendet. 

5.3.10.1 Synthese von pANPEp 

 

100 mg N6-(rac)-1-(2-Nitrophenyl)ethyladenosin[362] 135 (0,240 mmol, 1 Eq.) wurden unter 

Argonatmosphäre auf -12 °C gekühlt und 332 µL Diphosphorylchlorid (2,40 mmol, 10 Eq.) 

wurden hinzugefügt. Die Reaktion wurde bei -12 °C für 4 h gerührt. Die Reaktion wurde mit 

Eis beendet und der pH-Wert durch Zugabe von eiskaltem 1 M TEAB Puffer (pH 8) auf 6,5 

eingestellt. Das Lösungsmittel wurde in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C entfernt und 

das Produkt per RP-HPLC (MultoKrom 100-5 C18 250x20 mm, YoungLin Semi-Päparative 

HPLC) aufgereinigt. Gradient: 0-1 min 5% MeCN, 1-5 min auf 15% MeCN, 5-30 min auf 

40% MeCN in 0,4 M TEAB. 

Ausbeute: 30,2 mg (22%)  

RP-DC (iPrOH/NH3/H2O 6:3:1): Rf= 0,16 

1H-NMR ([D6]DMSO, 400 MHz) δ= 8,64 (bs, 1H, CH3CHNH), 8,50 (bs, 1H, H-8), 8,03 (bs, 

1H, H-2), 7,82-7,88 (m, 2H, Har), 7,61-7,68 (m, 1H, Har), 7,37-7,46 (m, 1H, Har), 5,84-5,94 

(m, 1H, H-1’), 5,70-5,83 (m, 1H, CH3CHNH), 4,64-4,75 (m, 1H, H-3’), 4,53-4,62 (m, 1H, H-

2’), 4,10-4,18 (m, 1H, H-4’), 3,80-3,97 (m, 2H, H-5’), 1,58-1,70ppm (m, 3H, CH3CHNH).  

31P-NMR ([D6]DMSO, 162 MHz) δ= 1,94, 0,78ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C18H22N6O12P2
 + H+ [M+H+] 577,08437; gemessen: 

577,08330 (Δm= 0,00107, Fehler 1,9ppm). 
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5.3.11 Synthese von pCNPEp 

5.3.11.1 Synthese von 2',3',5'-Tris-O-(tert.-butyldimethylsilyl)-O4-(2,4,6-triiso-                

      propylbenzolsulfonyl)uridin (142) 

 
 

7,9 g 2’,3‘,5‘-Tris-O-TBDMS Uridin[364] 141 (13.5 mmol, 1.0 Eq.) wurden in trockenem 

CH2Cl2 gelöst und auf 0 °C gekühlt. 11,72 mL trockenes DIPEA (67,3 mmol, 5,0 Eq.), 

181 mg 4-DMAP (1,5 mmol, 0,1 Eq.) und 5.3 g 2,4,6-Trisopropylbenzolsulfonylchlorid 

(17,5 mmol, 1,3 Eq.) wurden hinzugefügt und das Reaktionsgemisch wurde für 2 h bei 0 °C 

und für 2 h bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion wurde durch Zugabe von gesättigter 

Natriumhydrogencarbonat-Lösung gestoppt. Die wässrige Phase wurde dreimal mit CH2Cl2 

extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurde mit gesättigter NaCl-Lösung gewa-

schen und über MgSO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer ent-

fernt und der Rückstand säulenchromatographisch aufgereinigt. (Cyclohexan: EtOAc 50:1 

→ 40:1). 

Ausbeute: 8.96 g (78%, mit 10% vom N-sulfonierten Isomer verunreinigt) 

DC (CH2Cl2/MeOH 98:2): Rf= 0,72  

1H-NMR ([D6]DMSO, 400 MHz) δ= 7,76 (d, 1H, 3J(H,H)= 8,1Hz, H-5), 5,81 (d, 1H, 3J(H,H)= 

5,9 Hz, H-1‘), 5,65-5,63 (m, 1H, H-6), 4,61-4,54 (m, 2H, iPr-TIPS), 4,24-4,21 (m, 1H, H-2‘), 

4,08-4,06 (m, 1H, H-3‘), 3,95-3,94 (m, 1H, H-4‘), 3,88-3,84 (m, 1H, H-5‘), 3,73-3,70 (m,1H, 

H-5‘), 2,83-2,76 (m, 1H, iPr-TIPS), 1,17-1,09 (m, 18H, iPr-TIPS), 0,91-0,83 (m, 27H, 

TBDMS), 0,10-(–0,03)ppm (m, 18H, TBDMS). 

13C-NMR (DMSO-d6, 101 MHz) δ= 132,8; 160,4; 150,6; 147,4; 146,8; 139,9; 121,4; 101,9; 

86,9; 84,8; 74,5; 71,7; 62,3; 33,3; 28,0; 25,8; 25,8; 25,7; 25,5; 24,8; 23,8; 18,1; 18,0; 17,7; 

17,6; 17,6; -4,6; -4,8; -4,9ppm. Die Analyse mittels NMR (1H und 13C) wurde von Anja 

Blümler nach erneuter Aufreinigung durchgeführt. 
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HRMS (MALDI): m/z berechnet für C42H76N2O8SSi3 + Na+ [M+H+] 875,45224; gemessen: 

875,45131 (Δm= 0,00093, Fehler 1,1ppm). 

5.3.11.2 Synthese von 2’,3’,5′-Tris-O-TBDMS-N4-[(S)-1-(2-nitrophenyl)ethyl]cytidin     

           (143) 

 

712 mg (S)-1-(2)-Nitrophenyl)ethylamine Hydrochlorid (von NetChem Inc.) (3,52 mmol, 

2 Eq.) wurden in 5 mL abs. DMF gelöst. 1,84 mL abs. DIPEA (10,54 mmol, 6.0 Eq.) und 

1,5 g 2',3',5'-Tri-O-(tert.-butyldimethylsilyl)-O4-(2,4,6-triisopropylbenzolsulfonyl)uridin 142 

(1,76 mmol, 1 Eq.) wurden hinzugefügt und das Reaktionsgemisch wurde für 2 h bei 90 °C 

gerührt. Das Lösungsmittel wurde entfernt, der Rückstand in CH2Cl2 aufgenomme und mit 

5%iger Zitronensäurelösung, ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. 

Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt wurde säulen-

chromatographisch (SiO2, CH/EtOAc 2:1) als hellgelber Schaum isoliert. 

Ausbeute: 1,18 g (92 %) 

DC (CH/EtOAc 2:1): Rf= 0,43 

1H-NMR (DMSO-d6, 500 MHz) δ= 8,36 (d, 3J(H,H)= 7,3 Hz, 1H, NHCHCH3), 7,89-7,95 (m, 

1H, Har), 7,78 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-5), 7,68-7,74 (m, 1H, Har), 7,58-7,63 (m, 1H, Har), 

7,45-7,51 (m, 1H, Har), 5,80 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, H-6), 5,69 (d, 3J(H,H)= 4,1 Hz, 1H, H-1’), 

5,5 (quin, 3J(H,H)= 6,9 Hz, NHCHCH3), 3,98-4,04 (m, 1H, H-2’ & H-3’), 3,86-3,92 (m, 2H, 

H-4’ & H-5’), 3,66-3,72 (m, 1H, H-5’), 1,48 (d, 3J(H,H)=6,9 Hz, 3H, NHCHCH3), 0,91 (s, 9H, 

3xCH3 TBDMS), 0,85 (s, 9H, 3xCH3 TBDMS), 0,74 (s, 9H, 3xCH3 TBDMS), 0,07-0,12 (m, 

6H, 2xCH3 TBDMS), 0,01-0,06 (m, 6H, 2xCH3 TBDMS), -0,06 (s, 3H, CH3 TBDMS), -

0,11ppm (s, 3H, CH3 TBDMS). 

13C-NMR (DMSO-d6, 126 MHz) δ= 162,3; 154,6; 148,1; 139,9; 139,8; 133,7; 128,0; 127,5; 

124,2; 94,3; 88,1; 83,5; 75,2; 70,7; 61,8; 45,0; 25,8; 25,7; 25,6; 21,8; 18,0; 17,7; 17,6; -4,5; 

-4,9; -5,0; -5,1; -5,5; -5,7ppm. 
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HRMS (MALDI): m/z berechnet für C35H61N3O8Si3 + Na+ 757,38185 (M+Na+); gemessen: 

757,38130 (Δm= 0,00055, Fehler 0,7ppm). 

5.3.11.3 N4-[(S)-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]cytidin (144) 

 

500 mg 2’,3’,5′-O-TBDMS-N4-[(S)-1-(2-nitrophenyl)ethyl]cytidin 143 (0,68 mmol, 1,0 Eq.) 

wurden in 3 mL abs. THF gelöst und 2,38 mL TBAF (1,0 M in THF, 2,38 mmol, 3,5 Eq.) 

wurden hinzugefügt. Das Reaktionsgemisch wurde bei Raumtemperatur über Nacht ge-

rührt und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt wurde säulen-

chromatographisch (SiO2, CH2Cl2/MeOH 98:2 → 8:2) aufgereinigt. Das Produkt enthielt 

geringe Mengen an Tetrabutylamin und THF, die auch nicht durch Trocknen am Hochva-

kuum für 48 h entfernt werden konnten. Es wurde ohne weitere Aufreinigung in der nächs-

ten Stufe verwendet. 

Ausbeute: 238 mg (89%; Verunreinigungen wurden abgezogen) 

DC (CH2Cl2/MeOH 9:1): Rf= 0,62 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 8,4 (d, 3J(H,H)=7,3 Hz, 1H, NHCHCH3), 7,9-7,96 (m, 

1H, Har), 7,79-7,84 (m, 1H, Har), 7,81 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-5), 7,70-7,76 (m, 1H, Har), 

7,62-7,67 (m, 1H,Har), 7,46-7,52 (m, 1H, Har), 5,81 (d, 3J(H,H)=7,5 Hz, 1H, H-6), 5,69 (d, 

3J(H,H)= 4,2 Hz, 1H, H-1’), 5,51 (qn, 3J(H,H)= 7,0 Hz, 1H, NHCHCH3), 5,22 (d, 3J(H,H)= 

5,2 Hz, 1H, C2’-OH), 5,02 (t, 3J(H,H)= 5,3 Hz, 1H, C5’-OH), 4,94 (d, 3J(H,H)= 5,2 Hz, 1H, 

C3’-OH), 3,84-3,90 (m, 2H, H-2’ & H-3’), 3,76-3,81 (m, 1H, H-4’), 3,60-3,65 (m, 1H, H-5’), 

3,48-3,55 (m, 1H, H-5’), 1,49ppm (d, 3H, NHCHCH3). Tributylamin und THF Verunrei-

nigungen wurden nicht zugeordnet. 

13C-NMR (DMSO-d6, 126 MHz) δ= 162,3; 154,9; 148,1; 141,0; 139,9; 133,8; 128,1; 127,5; 

124,2; 94,3; 89,1; 84,1; 73,9; 69,5; 60,7; 44,9; 21,9ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C17H20N4O7 + H+ 393,14048 (M+H+); gemessen: 

393,14037 (Δm= 0,00011, error 0,3ppm). 
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5.3.12 Synthese von pGNPEp 

5.3.12.1 Synthese von 2’,3’,5′-Tris-O-Acetly-N4-[1-(2-nitrophenyl)ethyl]guano- 

           sin (147) 

 

2,2 g 2’,3’,5′-Tris-O-Acetlyguanosin[400] 146 (4,87 mmol, 1.0 Eq.) wurden unter Argonat-

mosphäre in 30 mL abs. THF gelöst und mit 879 mg 1-(2-Nitrophenyl)ethanol (5,26 mmol, 

1,06 Eq.) sowie 1,91 g (7,30 mmol, 1,5 Eq.) Triphenylphosphin versetzt. Die Lösung wurde 

auf 0 °C gekühlt, bevor 3,32 mL DEAD (40% in Toluol, 7,30 mmol, 1,5 Eq.) zugefügt wurde. 

Das Reaktionsgemisch wurde über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion 

wurde durch Zugabe von Methanol gestoppt, das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer 

entfernt und mit Toluol koevaporiert. Das Produkt wurde säulenchromatographisch 

(CH2Cl2/MeOH 98:2) aufgereinigt. Triphenylphosphin(oxid) koeluiert in der Säulenchroma-

tographie und konnte deswegen nicht vollständig abgetrennt werden. Das Produkt wurde 

ohne weitere Aufreinigung in der nächsten Stufe verwendet.  

Ausbeute: n.d. 

DC (CH2Cl2/MeOH 9:1): Rf= 0,80 

5.3.12.2 Synthese von N4-[1-(2-Nitrophenyl)ethyl]guanosin (148) 

 

500 mg 2’,3’,5′-Tris-O-Acetly-N4-[1-(2-nitrophenyl)ethyl]guanosin 147 (833 μmol, 1.0 Eq.) 

wurden in 10 mL Methylamin (33% in EtOH) gelöst und für 4 h bei Raumtemperatur gerührt. 
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Alle flüchtigen Bestandteile wurde im Vakuum entfernt und der Rückstand säulenchroma-

tographisch (CH2Cl2/MeOH 95:5 →9:1) aufgereinigt. 

Ausbeute: 154 mg (43% über 2 Stufen) 

DC (CH2Cl2/MeOH 9:1): Rf= 0,48 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 8,11 (s, 1H, H-8), 7,98-8,01 (m, 1H, Har), 7,72-7,82 (m, 

2H, Har), 7,52-7,57 (m, 1H, Har), 6,69 (q, 3J(H,H)= 6,4 Hz), 1H, CHCH3), 6,14 (s, 2H, -NH2), 

5,74 (d, 4J(H,H)=6,05 Hz, 1H, H-1’), 5,35-5,39 (m, 1H, 2´-OH), 5,10 (t, 4J(H,H)=4,3 Hz, 1H, 

3´-OH), 5,50 (t, 4J(H,H)=4,3 Hz, 1H, 5´-OH), 4,41-4,48 (m, 1H, H-2’), 4,06-4,10 (m, 1H, H-

3’), 3,69 (q, J=3,68 Hz, 1H, H-4’), 3,48-3,64 (m, 2H, H-5’), 1,74-1,78ppm (m, 3H, CHCH3). 

13C-NMR (DMSO-d6, 126 MHz) δ= 159,3; 159,1; 159,1; 154,6; 154,6; 148,1; 148,1; 138,4; 

138,4; 137,5; 134,0; 128,9; 127,3; 127,3; 124,1; 124,1; 114,0; 139,9; 86,5; 86,5; 85,3; 85,3; 

73,4; 73,3; 70,4; 70,4; 68,9; 61,4; 61,4; 25,4; 22,5; 21,8; 21,1ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C18H20N6O7 + H+ 433,14662 (M+H+); gemessen: 

433,14630 (Δm = 0.00032, Fehler 0.74ppm). 

 

5.3.12.3 Synthese von pGNPEp 

 

Die Synthese wurde in Anlehnung an die Vorschrift ähnlicher Verbindungen von Sekine et 

al.[293]  and Arenz et al.[274] durchgeführt. 

Zu einer Lösung aus 82 mg 2’-TOM-O6-[1-(2-nitrophenyl)ethyl]guanosine 152 (138 µmol, 

1,0 Eq.; Verbindung wurde von Anja Blümler hergestellt) und 43 mg 1H-Tetrazole 

(620 µmol, 4,5 eq.) in 1,5 mL abs. MeCN und 0,7 mL abs. CH2Cl2 wurden 108 µL Bis(2-

cyanoethyl)-N,N-diisopropylphosphoramidit (413 µmol, 3,0 Eq.) zugefügt. Da nach 1 h fast 

kein Umsatz per DC (CH/EtOAc 1:3) beobachtet wurde, wurden 0,7 mL 5-(Benzylthio)-1H-

tetrazol (0,4 M, 3,17 mmol, 23 Eq.) in abs. MeCN zugefügt und die Reaktion für weitere 2,5 
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h gerührt bis die Analyse per DC vollständigen Umsatz des Edukts zeigte. 751 µl tert.-

Butylhydroperoxid (~5.5 M in Dekan, 4,1 mmol, 30 Eq.) wurden zugefügt und die Lösung 

wurde für 1,5 h gerührt. Durch Zugabe von CH2Cl2 wurde die Lösung verdünnt und die 

organische Phase wurde mit NaHCO3 und H2O gewaschen, über MgSO4 getrocknet und 

am Rotationsverdampfer entfernt. Der Rückstand wurde in 15 mL abs. Pyridin gelöst und 

1,26 mL N,O-Bis(Trimethylsilyl)acetamid (BSA) (5,26 mmol, 37,5 Eq.), sowie 246 µl DBU 

(1,65 mmol, 12 Eq.) wurden zugefügt. Die Reaktion wurde 5 h bei Raumtemperatur gerührt 

und durch Zugabe von 30 mL Wasser beendet. Die wässrige Phase wurde dreimal mit 

Et2O gewaschen und am Rotationsverdampfer bei <35 °C mit angeschlossenem Hochva-

kuum entfernt (Lösung schäumt stark). Der Rückstand wurde zweimal mit 10 mL abs. Py-

ridin und zweimal mit abs. Toluol koevaporiert. 4,0 mL Triethylamin Trihydrofluorid (24,7 

mmol, 180 Eq.) wurden hinzugefügt und die Reaktionslösung wurde über Nacht bei Raum-

temperatur gerührt. Die Reaktion wurde vorsichtig durch Zugabe von 0,4 M TEAB (pH 8) 

Puffer beendet. Die Aufreinigung per RP-HPLC erfolgte in zwei Stufen. Zuerst wurde an 

einem ÄKTApurifier Gerät eine grobe Trennung über eine Polymer-basierte Säule (Source® 

15RPC) durchgeführt, da diese kompatibel mit Fluorid ist. Zweitens erfolgte die Aufrei-

nigung per RP-HPLC mit einer C18 Kieselgel basierten HPLC-Säule (100-5 C18, 22x250 

mm) von MultoKrom an einem Gerät von YoungLin. In beiden Fällen waren die Eluenten 

0,4 M TEAB (pH 8) und MeCN. 

 
Abb. 218 Präparative RP-HPLC Chromatogramme zur Isolierung von pGNPEp. Das linke Chromatogramm zeigt 
die „grobe“ Reinigung über eine Source® 15RP Säule an einem Äkta Purifier Gerät. Der blaue Bereich wurde 
gesammelt und nach Aufkonzentrierung in einem Vakuumkonzentrator über eine MultoKrom 100-5 C18 
(22x250 mm) RP-Säule an einem YoungLin HPLC-Gerät gereinigt (rechtes Chromatogramm) gereinigt. Der 
grüne Peak zeigt das korrekte Produkt. Der Gradient der Eluenten MeCN und 0,4 M TEAB (pH 7) ist auf der 
Sekundärachse gezeigt.  

Ausbeute: 10% (über 4 Stufen; Ausbeute wurde über die Absorption von Guanosin bei 

283 nm mit ε = 11,2 L∙mmol-1∙cm-1 bestimmt) 

1H-NMR (D2O, 500 MHz) δ= 8,25 (s, 1H, H-8), 7,97-8,02 (m, 1H, Har), 7,83-7,87 (m, 1H, 

Har), 7,66-7,71 (m, 1H, Har), 7,47-7,52 (m, 1H, Har), 6,68 (q, 3J(H,H)=6,5 Hz, 1H, -CHCH3), 

5,95-6,00 (m, 1H, H-1’), 4,73-4,90 (H-2’, H3’, verdeckt von H2O-Signal), 4,46-4,49 (m, 1H, 

H-4‘), 4,05-4,13 (m, 2H, H-5‘), 1,84ppm (d, J(H,H)=6,5 Hz, 3H,-CHCH3). Triethylammonium 

wurde nicht zugeordnet. 
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31P-NMR (D2O, 162 MHz) δ= 2,2 (3’-PO3
2-); 1,4ppm (5’-PO3

2-). 

13C-NMR (D2O, 126 MHz) δ= 159,9; 153,7; 148,0; 139,0; 137,4; 134,3; 128,8; 127,3; 124,1; 

114,4; 86,5; 83;4, 73,4; 73,4; 70,4; 64,1ppm. Triethylammonium wurde nicht zugeordnet. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C18H22N6O13P2 + H+ 593,07928 (M+H+); gemessen: 

593,07816 (Δm = 0,0012, Fehler 1,9ppm). 

5.3.1 Synthese von pUNPEp 

5.3.1.1 Synthese von 4-(1,2,4-Triazol-1-yl)-3’-5’-bis-O-(tert.-butyldimethylsilyl)-4- des-

oxyuridin (161) 

 

Die Reaktion wurde in Anlehnung an die Literaturvorschrift[367] durchgeführt. 

4,71 g 1,2,4-Triazol (67,1 mmol, 20 Eq.) wurden unter Argonatmosphäre in 80 mL abs. 

MeCN suspensiert und auf 0 °C gekühlt. 1,59 mL Phosphorylchlorid (17,0 mmol, 5 Eq.) 

wurden unter starkem rühren langsam hinzugefügt und die Reaktionslösung wurde für 

30 min gerührt. Eine Lösung aus 2 g 2‘,3‘,5‘-Tris-O-TBDMS Uridin[364] 141 (3,4 mmol, 1 Eq.) 

in 20 mL abs. MeCN wurden innerhalb von 30 min zugetropft und die Reaktion über Nacht 

bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt 

und der Rückstand in CH2Cl2 gelöst und mit ges. NaHCO3-Lösung gewaschen. Die wäss-

rige Phase wurde zweimal mit CH2Cl2 extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wur-

den mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde 

am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt 161 wurde quantitativ erhalten und ohne 

weitere Aufreinigung in der nächsten Stufe verwendet. 

DC (CH/EtOAc 4:1): Rf= 0,45 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C29H55N5O5Si3 + Na+ 660,34032 (M+Na+)+; gemessen: 

660,33987 (Δm = 0,0005, Fehler 0,7ppm). 
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5.3.1.1 Synthese von 2’,3’,5’-Tris-O-(tert-butyldimethylsilyl)-O4-[1-(2-nitrophenyl)eth-

yl]uridin (162) 

  

1,8 g 4-(1,2,4-Triazol-1-yl)-3’-5’-bis-O-(tert.-butyldimethylsilyl)-4-desoxyuridin 161 (2,28 mmol, 

1.0 Eq.) und 485,7 mg (S)-NPE-OH (2,91 mmol, 1,03 Eq.) wurden unter Argonatmosphäre in 

30 mL abs. MeCN gelöst und mit 0,76 mL 1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en (5,08 mmol, 1,8 

Eq.) versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die Re-

aktion wurde durch die Zugabe von ges. NH4Cl-Lösung gestoppt. Die organische Phase wurde 

dreimal mit EtOAc extrahiert, über MgSO4 getrocknet und im Vakuum entfernt. Der Rückstand 

wurde in CH2Cl2 gelöst, auf Kieselgel adsorbiert und säulenchromatographisch (SiO2, CH/E-

tOAc 40:1→10:1) gereinigt. Das Produkt enthält Rückstände von Cyclohexan (6%), die auch 

nicht durch Trocknen im Hochvakuum für 24 h entfernt werden konnten. 

Ausbeute: 1,463 g  

DC (CH/EtOAc 10:1): Rf= 0,21 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 8,13 (d, 3J(H,H)=7,4 Hz, 1H, H-5), 7,97-8,01 (m, 1H, Har), 

7,72-7,79 (m, 2H, Har), 7,53-7,60 (m, 1H, Har), 6,48 (q, 3J(H,H)=6,4 Hz, 1H, -CHCH3), 6,06 (d, 

3J(H,H)= 7,4 Hz, 1H, H-6), 5,72 (d, 3J(H,H)=4,2 Hz, 1 H, H-1‘), 4,20 (t, 3J(H,H)= 4,2 Hz, 1H, H-

2‘), 4,02 (d, 3J(H,H)=4,4 Hz, 1H, H-3‘), 3,90-3,97 (m, 2H, H-4‘ & H-5‘), 3,69-3,74 (m, 1H, H-5‘), 

1,67 (d, 3J(H,H)=6,4 Hz, 3H, –CHCH3), 0,72-0,92 (m, 27H, TBDMS), -0,159-0,11ppm (m, 9H, 

TBDMS). 

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 169,5; 154,2; 147,6; 144,0; 136,8; 134,1; 129,0; 127,5; 

124,3; 94,7; 88,7; 84,0; 75,0, 69,3; 61,6; 25,8; 25,7; 25,6; 21,5; 18,1; 17,7; 17,5; -4,5; -5,0, -

5,0, -5,1, -5,5, -5,6ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C35H61N3O8Si3 + Na+ 758,36587 (M+Na+)+; gemessen: 

758,36518 (Δm = 0,0007, Fehler 0,9ppm). 
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5.3.2 Synthese von pCNPBYp 

5.3.2.1 Synthese von 2’,3’,5’-Tris-O-(tert-butyldimethylsilyl)-N4-(NPBY)cytidin (167) 

 

2.0 g 142 (2,34 mmol, 1 Eq.) und 892 mg NPBY-NH2 (4,69 mmol, 2 Eq.) wurden in 20 mL 

abs. DMF unter Argonatmosphäre gelöst und mit 1,22 mL DIPEA (7,03 mmol, 3.0 Eq.) 

versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde für 6 h bei 90 °C, 16 h bei Raumtemperatur und 

weitere 5 h bei 90 °C gerührt. Alle flüchtigen Bestandteile wurden im Vakuum entfernt. Der 

Rückstand wurde in 30 mL CH2Cl2 aufgenommen und mit ges. NaHCO3- und ges. NH4Cl 

Lösung gewaschen. Die organische Phase wurde über MgSO4 getrocknet und das Lö-

sungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt. Das Produkt wurde säulenchromatogra-

phisch gereinigt (SiO2, CH/EtOAc 4:1 →2:1). Die Diastereomere von der NPE-Gruppe 

konnten dabei getrennt werden. Die folgenden Stufen wurden mit dem früher-eluierenden 

Isomer (Isomer-1) durchgeführt. Eine Bestimmung der Konfiguration wurde nicht durchge-

führt. 

Ausbeute: Isomer-1 (früh-eluierend): 278 mg (16%) 

                 Isomer-2 (spat-eluierend): 245 mg (14%) 

           gemischte Fraktion: 263 mg (15%) 

Analytische Daten für Isomer-1: 

DC (CH/EtOAc 2:1): Rf= 0,43 

1H-NMR ([D6]DMSO, 600 MHz) δ= 8,49 (d, 3J(H,H)= 7,6 Hz, 1H, NH), 7,97-8,00 (m, 1H, 

Har), 7,87 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-5), 7,73-7,77 (m, 1H, Har), 7,66-7,69 (m, 1H, Har), 7,53-

7,57 (m, 1H, Har), 5,86 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-6), 5,62-5,67 (m, 1H, CHCH2CCH), 5,61 

(d, 3J(H,H)= 3,2 Hz, 1H, H-1’), 4,06-4,10 (m, 1H, H-2’), 4,02-4,05 (m, 1H, H-3’), 3,89-3,95 

(m, 2H, H-4’ & H-5’), 3,67-3,73 (m, 1H, H-5’), 2,94 (t, 4J(H,H)= 2,5 Hz, CHCH2CCH), 2,67-

2,82 (m, 2H, CHCH2CCH), 0,91 (s, 9H, TBDMS), 0,86 (s, 9H, TBDMS), 0,84 (s, 9H, 

TBDMS), 0,02-0,11ppm (m, 18H, TBDMS). 
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13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 162,8; 154,6; 148,3; 140,1; 136,6; 133,7; 128,8; 128,2; 

124,4; 94,0; 88,8; 82,9; 80,7; 75,3; 73,4; 70,0; 61,3; 48,5; 25,9; 25,9; 25,7; 24,8; 18,1; 17,8; 

17,7; -4,4; -4,5; -5,2; -5,5; -5,7ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C37H62N4O7Si3 + Na+ 781,38185 (M+Na+)+; gemessen: 

781,38242 (Δm = 0,00057, Fehler 0,7ppm). 

Analytische Daten für Isomer-2: 

DC (CH/EtOAc 2:1): Rf= 0,38 

1H-NMR ([D6]DMSO, 600 MHz) δ= 8,46 (d, 3J(H,H)= 7,7 Hz, 1H, NH), 7,96-8,00 (m, 1H, 

Har), 7,82 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-5), 7,73-7,78 (m, 1H, Har), 7,67-7,70 (m, 1H, Har), 7,52-

7,57 (m, 1H, Har), 5,87 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-6), 5,63-5,73 (m, 2H, CHCH2CCH & H-

1’), 4,02-4,05 (m, 1H, H-2’), 3,99-4,02 (m, 1H, H-3’), 3,88-3,94 (m, 2H, H-4’ & H-5’), 3,66-

3,73 (m, 1H, H-5’), 2,93 (t, 4J(H,H)= 2,5 Hz, CHCH2CCH), 2,68-2,82 (m, 2H, CHCH2CCH), 

0,91 (s, 9H, TBDMS), 0,85 (s, 9H, TBDMS), 0,75 (s, 9H, TBDMS), 0,09-0,11ppm (m, 18H, 

TBDMS). 

13C-NMR ([D6]DMSO, 126 MHz) δ= 126,8; 154,6; 148,4; 140,1; 136,4; 133,6; 128,7; 128,3; 

124,4; 94,2; 88,3; 83,4; 80,6; 75,3; 73,4; 70,5; 61,7; 48,4; 25,8; 25,7; 25,6; 18,1; 17,7; 17,6; 

-4,5; -4,8; -5,0; -5,1; -5,5; -5,7ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C37H62N4O7Si3 + Na+ 781,38185 (M+Na+)+; gemessen: 

781,38214 (Δm = 0,00029, Fehler 0,4ppm). 
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5.3.2.2 Synthese von N4-(NPBY)cytidin (168) 

 

 

228 mg 167 (Isomer-1) (301 µmol, 1 Eq.) wurde unter Argonatmosphäre in abs. THF gelöst 

und mit 1,8 mL TBAF (1,0 M, 1,8 mmol, 6.0 Eq.) versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde 

bei Raumtemperatur über Nacht gerührt. Dünnschichtchromatographische Analyse zeigte 

keinen vollständigen Umsatz, weshalb 0,5 mL TBAF (1,0 M, 0,5 mmol, 1.67 Eq.) zugefügt 

wurden und die Reaktion weitere 7 h bei Raumtemperatur gerührt wurde. Das Lösungsmit-

tel wurde am Rotationsverdampfer entfernt und das Produkt säulenchromatographisch 

(SiO2, CH2Cl2/MeOH 10:1 → 4:1) isoliert. Um das koeluierende Tetrabutylammonium zu 

entfernen, wurde der Rückstand in 5 mL Aceton gelöst und mit 40 mL n-Hexan bei -20 °C 

gefällt und durch Zentrifugation (6500xg) abgetrennt. Der Fällungsschritt wurde zweimal 

wiederholt. Trotzdem konnte Tetrabutylamin nicht vollständig entfernt werden (0,4 Eq.). 

Das Produkt wurde ohne weitere Aufreinigung in der nächsten Reaktion verwendet. 

Ausbeute: 117 mg (94%; Tetrabutylamin wurde für die Ausbeutebestimmung abgezogen)  

DC (CH2Cl2/MeOH 10:1): Rf= 0,38 

1H-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 8,48 (d, 3J(H,H)= 7,6 Hz 1H, NHCHCH2CCH), 7,94-

8,02(d, 1H, Har), 7,86 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-5), 7,73-7,79 (m, 1H, Har), 7,68-7,71 (m, 

1H, Har), 7,52-7,58 (m, 1H, Har), 5,86 (d, 3J(H,H)= 7,5 Hz, 1H, H-6), 5,62-5,71 (m, 1H, H-1’ 

& NHCHCH2CCH), 5,29 (d, 3J(H,H)= 5,1 Hz, 1H, C3’-OH), 5,02 (t, 3J(H,H)= 5,3 Hz, 1H, 

C5’-OH), 4,96 (d, 3J(H,H)= 5,2 Hz, 1H, C2’-OH), 3,88-3,94 (m, 2H, H-2’ & H-3’), 3,76-3,82 

(m, 1H, H-4’), 3,47-3,66 (m, 2H, H-5’), 2,92-2,95 (t, 4J(H,H)= 2,5 Hz, 1H, NHCHCH2CCH), 

2,67-2,82ppm (m, 2H, NHCHCH2CCH). 

13C-NMR ([D6]DMSO, 500 MHz) δ= 162,8; 154,8; 148,3; 141,2; 136,6; 133,7; 128,8; 128,2; 

124,4; 94,2; 889,3; 84,1; 80,8; 74,0; 73,4; 69,4; 60,5; 54,9; 48,5; 24,8ppm. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C19H20N4O7 + H+ 417,14048 (M+H+)+; gemessen: 

417,14024 (Δm= 0,00024, Fehler 0,6ppm). 
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5.3.2.3 Synthese von N4-(NPBY)cytidin-3’,5’-O-bisphosphat (pCNPBYp) 

N

NH

ONO

OHO

O

*
NO2

P-O

O

O-

P

O-

O-O

pCNPBYp  

34,4 mg N4-(NPBY)cytidin 168 (92 µmol, 1 eq.) wurden über Nacht im Hochvakuum ge-

trocknet und 300 µL Diphosphorylchlorid (2200 µmol, 24 Eq.) wurden bei – 13 °C hinzuge-

fügt. Die Reaktion wurde für 4 h gerührt und DC-Analyse (CH2Cl2/MeOH 9:1) zeigte den 

vollständigen Verbrauch des Startmaterials an. 15 mL eiskalter 1M TEAB Puffer (pH 8) 

wurde hinzugefügt und der pH-Wert vorsichtig auf 6,5 eingestellt. Alle flüchtigen Bestand-

teile wurde in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C entfernt und das Produkt wurde per RP-

HPLC mit den Eluenten 0.4 M TEAB und MeCN isoliert und in einem Vakuumkonzentrator 

bei 4 °C eingeengt. Dabei wurden eine Fraktion aus dem 3‘,5‘-Bisphosphat Regiosisomer 

und 5‘-Monophosphat, sowie eine Fraktion aus 3‘,5‘-Bisphosphat und 2‘,5‘-Bisphosphat 

isoliert. Zur Entfernung der Triethylammonium Salze wurden die Fraktionen mit 0,3 M 

NaOAc (pH 5,5) und -20 °C kaltem Ethanol bei -20 °C über Nacht gefällt. Die Fällungen 

sollten Triethylammonium für analytische Zwecke entfernen. Für die enzymatischen Syn-

thesen kann dieser Schritt vernachlässigt werden. 

 
Abb. 219 RP-HPLC Chromatogramm zur Aufreinigung von pCNPBYp. Die gesammelten Fraktionen, die analy-
siert wurden sind blau (Fraktion-1) und orange (Fraktion-2) markiert. Als Eluenten wurden 0,1 M TEAB (pH 8) 
und MeCN verwendet. Detektion erfolgte bei 260 nm. Gradient (siehe Sekundärachse): 0-1 min auf 5% MeCN, 
1-2 min auf 15% MeCN und 2-24 min auf 45% MeCN. MultoKrom 100-5 C18, 10x250mm, 10 ml ꞏ min-1.  

 
 
Ausbeute:  Fraktion-1: 7,1 mg (14% eines 1:1 Gemisches aus 2’,5’-Bisphosphat und 3’,5’-

Bisphosphat) 
Fraktion-2: 8,2 mg (15% einer Mischung aus 3’,5’-Bisphosphat Regioisomer 
mit ~ 38% von 5’-Monophosphat Isomer) 
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1H-NMR (D2O, 500 MHz) δ= 8,05-8,08 (m,1H, Har), 7,99-8,02 (m, 1H, H-5), 7,69-7,75 (m, 

2H, Har), 7,51-7,57 (m, 1H, Har), 6,16-6,23 (m, 1H, H-6), 5,94-5,99 (m, 1H, H-1’), 5,79-5,85 

(m, 1H, NHCHCH2CCH), 4,55-4,64 (m, 1H, H-3’), 4,26-4,41 (m, 1H, H-2’ & H-4’), 3,93-4,09 

(m, 2H, H-5’), 3,01-3,05 (m,1 H, NHCHCH2CCH), 2,84-3,00ppm (m, 2H, NHCHCH2CCH). 

Die Angaben beziehen sich nur auf das 3’,5’-Isomer. 

31P-NMR (D2O, 202 MHz) δ= 3,2 (5’-Monophosphat), 2,8 (3’-PO3
2- des 3’,5’-Isomers), 2,6 

(3’-PO3
2- des 2’,5’-Isomers), 2,5 (5’-PO3

2- des 2’,5’-Isomers), 2,2ppm (5’-PO3
2- des 3’,5’-

Isomers). (siehe Abb. 193 und Abb. 194 für eine Diskussion der NMR-Spektren) 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C19H22N4O13P2 +H+ 577,07314 (M + H+)+; gemessen: 

577,07244 (Δm= 0,0007, Fehler 1,2ppm). 

 

5.3.3 Synthese von mAzo-TP 

 

98 mg mAzo (329 µmol) und 106 mg frisch gemörserter Protonenschwamm (493 µmol, 

1,5 Eq.) wurden in einem vorgetrockneten Rundkolben über Nacht im Hochvakuum ge-

trocknet und in 3 mL trockenem Trimethylphosphat (über 4Å Molsieb getrocknet für 4 Tage) 

unter Argonatmosphäre gelöst. Die Lösung wurde auf -7,5 °C gekühlt, bevor 32 µL frisch 

destilliertes POCl3 (345 µmol, 1,05 Eq.) schnell hinzugefügt wurden. Nach 5 h wurden 

12 µL POCl3 (131 µmol, 0,4 Eq.) hinzugefügt und das Reaktionsgemisch für weitere 60 min 

gerührt. 343 µL Tributylamin und 4,9 mL einer 0,4M Lösung von Tributylamin Pyrophosphat 

in trockenem DMF wurden zugegeben. Die Lösung wurde für 30 min bei Raumtemperatur 

gerührt und anschließend über 45 min in eine schnell rührende 0,1 M TEAB Puffer-Lösung 

(pH 8, 18 mL) getropft. Nachdem die Lösung 2 h bei Raumtemperatur gerührt wurde, wurde 

die Lösung in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C eingeengt und das Produkt per RP-

HPLC (0.02 M TEAB / MeCN) isoliert. Die Fraktionen, die das gewünschte Produkt erhal-

ten, wurden in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C getrocknet. Um überschüssiges 

Triethylamin zu entfernen und das Gegenion zu Natrium auszutauschen wurde der Rück-

stand in 2 mL NaOAc (0,3 M, pH 5.5) aufgenommen und mit 10 mL -20 °C kaltem Ethanol 
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für 16 h bei -20 °C gefällt. Nach Zentrifugation bei 7400ꞏg bei 4 °C wurde das Pellet mit -20 

°C kaltem Ethanol gewaschen. Die Fällung wurde zweimal wiederholt. Das Produkt wurde 

für 16 h im Hochvakuum getrocknet 

Ausbeute: 53,5 mg (30%) 

1H NMR (500 MHz, D2O): δ= 7,88–7.95 (m, 3H, Har), 7,81–7,86 (m, 1H, Har), 7,70-7,75 (m, 

1H, Har), 7,59-7,68 (m, 4H, Har), 5,30-5,35 (m, 1 H, H-1’), 4,62-4,68 (m, 1H, H-3’), 4,23-4,30 

(m, 1H, H-4’), 4,12–4,23 (m, 2H, H-5’), 2.21-2.40ppm (m, 2H, H-2’). 

31P NMR (203 MHz, D2O): δ= -22,4 (t, β-PO3
2-), -10,6-(-)11,2 (m, α-PO3

2-, γ-PO3
2-). 

Aufgrund der cis- und trans-Isomere und der verschiedenen Gegenionen (Et3NH+, Na+) 

sind mehrere Signale im 31P-NMR sichtbar. 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C17H21N2O12P3 + H+ 539,03801 (M+H+); gemessen: 

539,03621 (Δm = 0,0018, Fehler 3,3ppm). 

5.3.4 Synthese von pAzo-TP 

 

69 mg pAzo (231 µmol) und 74 mg frisch gemörserter Protonenschwamm (347 µmol, 1,5 

Eq) wurden in einem vorgetrockneten Rundkolben über Nacht im Hochvakuum getrocknet 

und in 2,2 mL trockenem Trimethylphosphat (über 4Å Molsieb getrocknet für 4 Tage) unter 

Argonatmosphäre gelöst. Die Lösung wurde auf -7,5 °C gekühlt, bevor 23 µL frisch destil-

liertes POCl3 (243 µmol, 1,05 Eq.) schnell hinzugefügt wurden. Nach 5 h wurden 9 µL 

POCl3 (93 µmol, 0,4 Eq.) hinzugefügt und das Reaktionsgemisch wurde für weitere 60 min 

gerührt. 241 µL Tributylamin und 3,5 mL einer 0,4 M Lösung von Tributylamin Pyrophos-

phat in trockenem DMF wurden hinzugefügt. Die Lösung wurde für 30 min bei Raumtem-

peratur gerührt und anschließend langsam in eine schnell rührende Lösung 0,1 M TEAB 

Puffer (pH 8) getropft. Nachdem die Lösung 2 h bei Raumtemperatur gerührt wurde, wurde 

die Lösung lyophilisiert und das Produkt per RP-HPLC isoliert. Die Fraktionen, die das 

gewünschte Produkt enthielten, wurden in einem Vakuumkonzentrator bei 4 °C getrocknet. 

Der Rückstand wurde in 2 mL 0,3 M NaOAc (pH 5.5) aufgenommen und mit 10 mL -20 °C 
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kaltem EtOH gefällt. Nach 16 h bei -20 °C wurde das Gemisch bei 6500ꞏg und 4 °C zentri-

fugiert. Der Fällungsschritt wurde zweimal wiederholt. Das Pellet wurde mit -20 °C kaltem 

Ethanol gewaschen und bei 4 °C in einem Vakuumkonzentrator für 10 min und für 24 h im 

Hochvakuum getrocknet. 

Ausbeute: 16 mg (13%) 

HRMS (MALDI): m/z berechnet für C17H21N2O12P3 + H+ 539,03801 (M+H+); gemessen: 

539,03658 (Δm = 0,00143, Fehler 2,7ppm). 

1H NMR (500 MHz, [D6]DMSO): δ= 7,86–7,91 (m, 4 H, Har),7,67–7,72 (m, 2 H, Har), 7,58-

7,66 (m, 3H, Har), 5,28-5,33 (m, 1 H, H-1’), 4,61-4,66 (m, 1H, H-3’), 4,23-4,29 (m, 1 H, H-

4’), 4,13–4,22 (m, 2H, H-5’), 2,32-2,38 (m,1H, H-2’a), 2,22-2,28ppm (m, 1 H, H-2’b). 

13C NMR (126 MHz, [D6]DMSO): δ= 151,2; 151,9; 144,3; 131,7 (Car); 129,5 (Car); 127,6 

(Car); 122,7 (Car); 122,3 (Car); 86,0 (C-4’); 80,4 (C-1’); 73,0 (C-3’); 66,1 (C-5’); 42,1ppm (C-

2’). 

31P NMR (203 MHz, D2O): δ= -22,4 (t, 1P, β-PO3
2-), -11,0 (d, 1P, α-PO3

2-), -10,7ppm (d, 

1P, γ-PO3
2-). 
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Tabelle 17 Massenspektrometrische Analyse von pAzo und mAzo in RNA. 
Die Massenspektren wurden an einem micrOTOF-Q von Bruker aufgenommen 

Bezeichnungen berechnet gemessen 

RNA1(pAzo) 4899 4899 

RNA2(pAzo) 4664 4664 

RNA1(mAzo) 4900 4899 

RNA2(mAzo) 4664 4664 

 

  
Abb. 220 AE-HPLC Chromatogramm von RNA2(pAzo) für die Auftrennung der Photoisomere vom Azobenzol. 
Die Absorption der Reinspektren wurde während der HPLC aufgenommen (DAD). Die Absorption wurde am 
isosbestischen Punkt auf 1 normiert Rf(trans)=33,5 min; Rf(cis)=32,4 min. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 
2-42 min linear Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Säule: DNAPac™ PA100 von Dionex; 4,6x250 mm. 

  
Abb. 221 AE-HPLC Chromatogramm von RNA1(mAzo) für die Auftrennung der Photoisomere vom Azobenzol. 
Die Absorption der Reinspektren wurde während der HPLC aufgenommen (DAD). Die Absorption wurde am 
isosbestischen Punkt auf 1 normiert Rf(trans)=34,6 min; Rf(cis)=33.6 min. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 
2-42 min linear Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Säule: DNAPac™ PA100 von Dionex; 4,6x250 mm. 
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Abb. 222 AE-HPLC Chromatogramm von RNA2(mAzo) für die Auftrennung der Photoisomere vom Azobenzol. 
Die Absorption der Reinspektren wurde während der HPLC aufgenommen (DAD). Die Absorption wurde am 
isosbestischen Punkt auf 1 normiert Rf(trans)=32,8 min; Rf(cis)=32,0 min. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 
2-42 min linear Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Säule: DNAPac™ PA100 von Dionex; 4,6x250 mm. 

 

 
Abb. 223 Arrhenius Diagramm der thermischen cis-zu-trans Relaxation von pAzo und mAzo in RNA1, RNA2 
und als reine Monomere bei 37 °C, 42 °C, 50 °C und 70 °C. Konzentration von pAzo und mAzo war 30 µM 
und von RNA1(Azo), RNA2(Azo) 5 µM in PBS Puffer (pH 7.4). Die Messungen wurden teilweise von Dr. 
Sabrina Steinwand durchgeführt. 

Tabelle 18 Thermische Relaxationsraten und Aktivierungsenergien von pAzo und mAzo in RNA1 und RNA2. 
Konzentration von pAzo und mAzo war 30 µM und von RNA1(Azo), RNA2(Azo) 5 µM in PBS Puffer (pH 7.4). 
Die Messungen wurden teilweise von Sabrina Steinwand durchgeführt. 

37 °C 42 °C 50 °C 70 °C 

k [s-1] k [s-1] k [s-1] k [s-1] k [s-1] k [s-1] k [s-1] k [s-1]
EA  

[kJ/mol] 
EA 

[kJ/mol] 

pAzo 1,986ꞏ10-6 1,1ꞏ10-8 --- --- 6,73ꞏ10-6 5ꞏ10-8 4,482ꞏ10-5 1,7ꞏ10-7 84 4 

mAzo 1,703ꞏ10-6 1,0ꞏ10-8 2,722ꞏ10-6 1,4ꞏ10-8 4,742ꞏ10-6 6ꞏ10-9 1,7942ꞏ10-5 1,3ꞏ10-8 62,3 1,7 

RNA1(pAzo) 1,40ꞏ10-6 3ꞏ10-8 3,163ꞏ10-6 6ꞏ10-9 6,823ꞏ10-6 1,5ꞏ10-8 5,46ꞏ10-5 3ꞏ10-7 96 5 

RNA1(mAzo) 1,24ꞏ10-6 5ꞏ10-8 2,353ꞏ10-6 7ꞏ10-9 6,06ꞏ10-6 5ꞏ10-8 3,745ꞏ10-5 6ꞏ10-8 91 4 

RNA2(pAzo) 2,24ꞏ10-6 3ꞏ10-8 2,794ꞏ10-6 7ꞏ10-9 6,869ꞏ10-6 1,5ꞏ10-8 5,676ꞏ10-5 1,3ꞏ10-7 90 7 

RNA2(mAzo) 9,81ꞏ10-7 1,4ꞏ10-8 1,69ꞏ10-6 3ꞏ10-8 3,253ꞏ10-6 1,2ꞏ10-8 2,923ꞏ10-5 6ꞏ10-8 91 5 
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Abb. 224 AE-HPLC Chromatogramme (links) für die Trennung der cis- und trans-Photoisomere von pAzo im 
RNA Duplex RNA1/RNA2(pAzo) (Rf(trans)=34,2 min; Rf(cis)=33,3 min). Die Trennung und Aufnahme der 
UV/vis Absorptionsspektren der reinen Isomere (rechts) erfolgte in der AE-HPLC mit LiCl. Die Absorption wurde 
am isosbestischen Punkt bei 270 nm auf 1 normiert. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 2-42 min linearer 
Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Es wurden 2 nmol des Duplexes injiziert. 

 
Abb. 225 AE-HPLC Chromatogramme (links) für die Trennung der cis- und trans-Photoisomere von tAzo im 
RNA Duplex RNA1/RNA2(tAzo) (Rf(trans)=32,9 min; Rf(cis)=33,9 min). Die Trennung und Aufnahme der 
UV/vis Absorptionsspektren der reinen Isomere (rechts) erfolgte in der AE-HPLC mit LiCl. Die Absorption wurde 
am isosbestischen Punkt bei 270 nm auf 1 normiert. Gradient: 0-2 min 100% MilliQ-H2O; 2-42 min linearer 
Anstieg auf 53,7% 1M LiCl in MilliQ-H2O. Es wurden 2 nmol des Duplexes injiziert. 
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Abb. 226 Analytische RP-HPLC Spektren von DNA1(pAzo) (oben, links), DNA2(pAzo) (oben, rechts), 
DNA1(mAzo) (unten, links) und DNA2(mAzo) (unten rechts). Die Oligonukleotide wurden über eine 250 x 
4,6 mm Nucleosil 100-5 C18 Säule mit einem linearen Gradienten von 5-35% MeCN in 0,1 M TEAA in 35 min 
analysiert. 

 

Tabelle 19 Massenspektrometrische Analyse von pAzo und mAzo in DNA. 
Die Massenspektren wurden an einem micrOTOF-Q von Bruker aufgenommen 

Bezeichnungen berechnet gemessen 

DNA1(pAzo) 4703 4703 

DNA2(pAzo) 4538 4538 

DNA1(mAzo) 4703 4703 

DNA2(mAzo) 4538 4538 

 

 
Abb. 227 AE-HPLC Chromatogramm (bei 260 nm) von DNA1(pAzo) (links) und DNA1(mAzo) (rechts) mit den 
dazugehörigen und in der HPLC aufgenommen UV/vis Absorptionsspektren der reinen isomeren Formen vom 
Azobenzol C-Nukleosid. Die Absorptionsspektren wurden am experimentell bestimmten isosbestischen Punkt 
(λ = 248 nm) auf eins normiert. Die Hälfte des injizierten Materials wurde zuvor mit UV-Licht (λ = 365 nm) für 
5 min bestrahlt. Gradient: Linearer Anstieg von 0-80% 1M LiCl in H2O in 53 min. 
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Abb. 228 UV/vis Absorptionsspektren von DNA1(pAzo) (oben, links), DNA1(mAzo) (oben, rechts) und 
DNA2(mAzo) (unten, rechts), der in der AE-HPLC (siehe Abb. 227) aufgenommen Reinspektren der Azoben-
zol Photoisomere. 

 

 
Abb. 229 Thermische cis-zu-trans Relaxation von DNA1(pAzo) (oben) DNA1(mAzo) (unten) bei 20 °C, 37 °C 
und 70 °C (links) und das Arrhenius Diagramm (rechts). Die Messungen erfolgten in PBS Puffer (pH 7,4) und 
die Konzentration betrug 7 µM.  
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Abb. 230 Ermüdungsresistenzstudien von DNA1(pAzo) und DNA1(mAzo). Die DNA Stränge (7 µM) wurden 
abwechselnd mit UV-Licht (365 nm, 300 mW, 60s) oder sichtbarem Licht (420 nm, 300 mW, 60s) bestrahlt. 
Das cis-Verhältnis wurde anhand Formel 1 mit den normalisierten UV/vis Absorptionsspektren berechnet. Das 
entsprechende Spektrum von DNA1(mAzo) befindet sich in Abb. 136). 

 

Tabelle 20 Sequenzen und massenspektrometrische Analyse der synthetisierten Oligonukleotide 
vor und nach Markierung mit TO. Siehe Abb. 54 für die Strukturen der Modifikationen L, X, Y, F und Z. Die mit 
*-markierten Massen wurde mittels MALDI gemessen, die anderen über ESI-MS. 

Sequenzen Bezeichnungen berechnet gemessen 

3´- LUU GUX AGU UGC GAC AGC CAC UCA F-5´ d-Ser1 8108 8124* 

3´- LUU GUA AGU XGC GAC AGC CAC UCA F-5´ d-Ser2 8131 8162* 

3´- LUU GUA AGU UXC GAC AGC CAC UCA-5´ d-Ser3 7559 7553* 

3´- LUU XGU AAG UUG CGA CAG CCA CUC AZ -5´ w-Ser1 8248 8247 

3´- LUU GXU AAG UUG CGA CAG CCA CUC AZ -5´ w-Ser2 8248 8243 

3´- LUU XGU AAG UUG CGA CAG CCA CUC AZ -5´ w-Ser2-TO 8579 8579 

3´- LUU GUX AAG UUG CGA CAG CCA CUC AZ -5´ w-Ser3 8428 8427 

3´- LUU GUX AAG UUG CGA CAG CCA CUC AZ -5´ w-Ser3-TO 8579 ~8600 
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Tabelle 21 Massenspektrometrische Analyse der synthetisierten MBs. 

Bezeichnungen berechnet gemessen 

MB1 11000 11003 

MB1-Atto488 11570 11574 

MB2 12342 12344 

MB2-Atto488 12912 12914 

c7aMB1 12353 12358 

c7aMB1 (-NPE) 12204 12206 

c7bMB1 12353 12355 

c8MB1 12502 12508 

c8MB1.2 13259 13260 

 

Abb. 231 Analytisches RP-HPLC Chromatogramm (links) und das in der HPLC gemessene UV/vis Absorpti-
onsspektrum (Mitte), sowie ein PAA-Gel (20%, TBE, 220V, 20 min, rechts) von c8MB1.2 zur Verifizierung der 
Reinheit. Die Fluoreszenz von c8MB1.2 wurde von dem Tracking-Fluorophor (Fluorescein) gemessen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

50nt 

80nt 

150nt 
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Tabelle 22 Massenspektrometrische Analyse der synthetisierten LHS 

Bezeichnungen berechnet gemessen 

LHS-4 15479 15485 

LHS-6 15329 15355 

LHS-6 (zykl. Fr.3) 15517 15528 

LHS-7 15329 15344 

LHS-7 (zykl. Fr.1) 15517 15566 

LHS-8 21309 21314 

LHS-9 23337 23346 

LHS-10 21567 21579 

Anti-miR-181 8297 8298 

Kontrolle-1 (Blockierstrang) 4022 4021 

Kontrolle-2 (Blockierstrang, rechts) 3929 3929 

Kontrolle-3 (Blockierstrang, Mitte) 1941 1942 

Kontrolle-3 (Blockierstrang, rechts) 1606 1607 

Kontrolle-4 (Blockierstrang) 8210 8210 

Kontrolle-5 (Blockierstrang) 8104 8104 

LHS-11 18244 18240 

LHS-12 21116 21119 

 

Abb. 232 20% Denat. PA-Gel (TBE, 220 V, ~30 min) zur Analyse der Reinheit von LHS-4. 
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Abb. 233 Analytische RP-HPLC Chromatogramme von LHS-11 und LHS-12, sowie UV/vis Absorptionsspetren 
die während der HPLC aufgenommen wurden, also auch ein Gelfoto eines 20%igen denat. PAA Gel (TBE, 220 
V, 5 W). 

 
Abb. 234 15%iges natives Polyacrylamid Gel (TA, 2 W, RT) zur Untersuchung der Hybridisierung von LHS-11 
mit miR-181 vor (links) und nach (rechts) UV-Bestrahlung (365 nm) 
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Abb. 235 3‘-Extension der entsprechenden Nukleosid Bisphosphaten. Die Ausbeuten wurden durch Integration 
der Peaks von Edukt (12mer) und Produkt (12mer-pNNPEp) bestimmt. Die Abbildung wurde von Sara Keyhani 
erstellt. 

 

Tabelle 23 Sequenz und massenspektrometrische Analyse von 13mer-pNPBYp 

Sequenzen Bezeichnungen berechnet gemessen 

5‘-GGA UAG UGA UCC-pANPBYp-3‘ 13mer-pCNPBYp 4392 4393 

 

 

Abb. 236 RP-HPLC Chromatogramme zum Einbau und Dephosphorylierung der Azobenzol C-Nukleosid Bis-
phosphate ppAzop (links) und pmAzop (rechts). 
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Anhang 

6.2 Abkürzungsverzeichnis 

Abb.   Abbildung 
ABI    Applied Biosystems 
Ac     Acetyl 
AcOH   Essigsäure 
AE-HPLC     anion exchange high performance liquid chromatography 
AIBN   Azo-bis-(isobutyronitril) 
anti-miRNA   anti-micro ribonucleic acid 
Apt    Aptamer 
aq.     aqueous 
ArLi    Aryllithium 
AMB   1,4-Bis(azidomethyl)benzol 
ATP    Adenosintriphosphat 
BTT   5-(Benzylthio)-1H-tetrazol 
Bz    Benzyl 
CEO   β-Cyanoethyloxid 
COSY     correlation spectroscopy 
CH    Cyclohexan 
CPG    controlled pore glass 
CuAAC   Cu(I)-katalysierte Azid-Alkin Cycloaddition 
DBU   1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en 
DC    Dünnschichtchromatographie 
DCM    Dichlormethan 
DEA   Diethylamin 
DEPC    Diethylpyrocarbonat 
DIAD   Diisopropylazodicarboxylat 
DIC   N,N′-Diisopropylcarbodiimid 
DMAP    4-(N,N-Dimethylamino)pyridin 
DMF    N,N-Dimethylformamid 
DMSO    Dimethylsulfoxid 
DMTr    4,4’-Dimethoxytrityl 
DNA    deoxyribonucleic acid (Desoxyribonukleinsäure) 
DPPA   Diphenylphosphorylazid 
ds    double stranded (doppelsträngig) 
Eq.    Äquivalent 
ESI-MS    Elektrosprayionisation-Massenspektrometrie 
et al.    et alii 
EtOAc    Essigsäureethylester 
EtOH   Ethanol 
ETT   5-(Ethylthio)-1H-tetrazol 
FRET   Förster-Resonanzenergietransfer 
ges.    gesättigt 
GFP    green fluorescent protein 
HMBC            heteronuclear multiple bond correlation 
HPLC              high performance liquid chromatography (Hochleistungsflüssig      

      keits-hromatographie) 
HOBt              1-Hydroxybenzotriazol 
HSQC            Heteronuclear Single Quantum Coherence 
iPrPac               para-iso-Propylphenoxyacetyl 
konz.    Konzentriert 
LED   light emitting diode 
LNA    locked nucleic acid 
m     meta 
M     Molar 
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MD    Molekulardynamik 
MeCN    Acetonitril 
MeOH    Methanol 
min   Minute(n) 
miR/miRNA   microRNA 
mRNA   messenger ribonucleic acid 
MS    Massenspektrometrie 
n-BuLi    n-Butyllithium 
NHS   N-Hydroxysuccinimid 
nm    Nanometer 
NMR    nuclear magnetic resonance (Kernspinresonanz) 
NOE    Nuclear Overhauser effect 
NPE    1-(2-Nitrophenyl)ethyl 
NPE-OH  1-(2-Nitrophenyl)ethanol 
NPBY   1-(2-Nitrophenyl)but-3-in-1-ol 
NPP   2-(o-Nitrophenyl)-propyl 
nt    Nukleotid 
OD    Optische Dichte 
o-NB   ortho-Nitrobenzyl 
p    para 
p.a.    pro analysi 
PAGE    Polyacrylamid-Gelelektrophorese 
PBS   phosphate buffered saline (Phosphatgepufferte Salzlösung) 
PCR    Polymerase Chain Reaction 
PEG   Polyethylenglykol 
Ph    Phenyl 
PNA    Peptid-Nukleinsäure 
PSS    photostationärer Zustand 
R    beliebiger Rest 
Rf    Retentionsfaktor 
RISC    RNA-induced silencing complex 
RNA    ribonucleic acid (Ribonukleinsäure) 
ROESY   Rotating frame nuclear Overhauser effect spectroscopy 
RP    Reverse Phase 
RT    Raumtemperatur 
siRNA    small interfering RNA 
ss   single stranded 
TBAF    Tetrabutylammoniumfluorid 
TBDMS   tert-Butyldimethylsilyl 
TBDPS   tert-Butyldiphenylsilyl 
TEA    Triethylamin 
TEAA   Triethylammoniumacetat 
TFA    Trifluoressigsäure 
THF    Tetrahydrofuran 
THPTA   Tris(3-hydroxypropyltriazolylmethyl)amin 
TIPSCl   Triisopropylbenzolsulfonylchlorid 
TM    Schmelzpunkt 
TMS    Trimethylsilyl 
TOF    Time of flight (Flugzeit) 
TOM    [(Triisopropylsilyl)oxy]methyl 
tRNA    transfer-RNA 
ü.N.    über Nacht 
UTR   untranslatierte Region 
UV    Ultraviolett 
Vis    visible (sichtbar) 
z.B.   zum Beispiel 




