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H.5.3.2 anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (anti-Tt.2) 738 
H.5.3.2a 1-TBSO-2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-dien, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-#198) 738 
H.5.3.2b 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dienal, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-#199) 738 
H.5.3.2c 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-Tt.2) 739 

H.5.4 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.3) 740 
H.5.4.1 WITTIG-Salze #205 und #209 740 

H.5.4.1a 3-Methylhex-2-ensäureethylester, (2EZ)- (#201) 740 
H.5.4.1b 3-Methylhex-2-en-1-ol, (2EZ)- (#202) 741 
H.5.4.1c 3-Methylhexan-1-ol, (3RS)- (#203) 742 
H.5.4.1d 1-Brom-3-methylhexan, (3RS)- (#204) 742 
H.5.4.1e [3-Methylhex-1-yl)]triphenylphosphoniumbromid, (3RS)- (#205) 743 
H.5.4.1f Pent-3-en-2-ol, (3E,2RS)- (#207) 743 
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H.5.4.1g 2-Brompent-3-en, (3E,2RS)- (#208) 744 
H.5.4.1h [1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid, (2E,1RS)- (#209) 745 

H.5.4.2 Stereomix 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (RS,RS,RS-Tt.3) 746 
H.5.4.2a 3-(Benzyloxy)-2-methylpropan-1-ol, (2RS)- (#210) 746 
H.5.4.2b 3-(Benzyloxy)-2-methylpropanal, (2RS)- (#211) 747 
H.5.4.2c 1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnon-3-en, (3EZ,2RS,6RS)- (#212) 747 
H.5.4.2d 1-(Benzyloxy)-2,6-dimethylnon-3-en, (3EZ,2RS,6RS)- (#215) 748 
H.5.4.2e 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2RS,4RS,6RS)- (#213) 748 
H.5.4.2f 2,6-Dimethylnonan-1-ol, (2RS,6RS)- (#216) 749 
H.5.4.2g 2,4,6-Trimethylnonanal, (2RS,4RS,6RS)- (#214) 749 
H.5.4.2h 2,6-Dimethylnonanal, (2RS,6RS)- (#217) 750 
H.5.4.2i 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6RS,8RS,10RS)-  (Tt.3) 750 
H.5.4.2j 2,6,10-Trimethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6RS,10RS)- (#218) 751 

H.5.4.3 anti-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (6,8anti-Tt.3) 751 
H.5.4.3a 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,6-trimethylnonan, (2R*,4R*,6RS)- (anti-#221) 751 
H.5.4.3b 5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol, (2R*,4R*)- (anti-#222) 751 
H.5.4.3c 5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal, (2R*,4R*)- (anti-#223) 752 
H.5.4.3d 1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien, (5EZ,7E,2R*,4S*)- (anti-#224) 753 
H.5.4.3e 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2R*,4S*,6RS)- (2,4anti-#213) 754 
H.5.4.3f 2,4,6-Trimethylnonanal, (2R*,4S*,6RS)- (2,4anti-#214) 755 
H.5.4.3g 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6R*,8S*,10RS)- (6,8anti-Tt.3) 756 

H.5.5 anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (6,8anti-Tt.5) 757 
H.5.5.1a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)- (6,8anti-Tt.5) 757 

H.5.6 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.6) 759 
H.5.6.1 WITTIG-Salz #234 759 

H.5.6.1a 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)but-2-en-1-ol, (2EZ)- (#226) 759 
H.5.6.1b 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)but-2-enal, (2E)- (#227) 759 
H.5.6.1c 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)pent-3-en-2-ol, (2E)- (#228) 760 
H.5.6.1d 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(p-toluolsulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#230) 761 
H.5.6.1e 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)pentan-1,3-dien, (3EZ)- (#232) 762 
H.5.6.1f 2-Brom-5-(tert-butyldimethylsilyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#229) 763 
H.5.6.1g 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(p-toluolsulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#230) 764 
H.5.6.1h 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(methansulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#231) 764 
H.5.6.1i 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-chlorpent-3-en, (2RS,3EZ)- (#233) 765 
H.5.6.1j [4-TBSO-1-methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumchlorid, (2RS,3EZ)- (#234) 766 

H.5.6.2 Phosphonat #239 767 
H.5.6.2a Pent-2-ensäuremethylester, (2E)- (#237) 767 
H.5.6.2b 4-Brompent-2-ensäuremethylester, (2E)- (#238) 767 
H.5.6.2c Diethyl-[3-(methoxycarbonyl)-1-methylpropen-1-yl]phosphonate (#239) 768 

H.5.6.3 anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (6,8anti-Tt.6) 770 
H.5.6.3a 1-TBSO-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)- (anti-#235) 770 
H.5.6.3b 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, (2E,4ZE,6R*,8S*,10RS)-     

(2E,4ZE-6,8anti-#241) 770 
H.5.6.3c 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-  

(2E,4Z-6,8anti-Tt.6) 772 

H.5.7 Stereoselektive Synthese: 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.5) 774 
H.5.7.1 syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (syn,syn-Tt.5) 774 

H.5.7.1a 2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol, (1r,2cR*,4c,6cS*)- (meso,cis-#243) 774 
H.5.7.1b 2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on, (2cR*,4r,6cS*)- (meso,cis-#244) 775 
H.5.7.1c 3,5,7-Trimethyl-2-oxacycloheptan-1-on, (3R*,5R*,6S*)- (cis,cis-#245) 775 
H.5.7.1d 2,4-Dimethylheptan-1,6-diol, (2S*,4R*,6R*)- (syn,syn-#246) 776 
H.5.7.1e 4,6-Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol, (2R*,4R*,6S*)- (syn,syn-#247) 777 
H.5.7.1f 4,6-Dimethyl-2-(3’,5’-dinitrobenzoyloxy)-7-(trityloxy)heptan, (2S*,4R*,6S*)-     

(anti,syn-#248) 778 
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H.5.7.1g 4,6-Dimethyl-7-TrO-heptan-2-ol, (2S*,4R*,6S*)- (anti,syn-#247) 778 
H.5.7.1h 2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-TrO-heptan, (2S*,4R*,6S*)- (anti,syn-#249) 779 
H.5.7.1i 2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#250) 780 
H.5.7.1j 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#213) 781 
H.5.7.1k 2,4,6-Trimethylnonanal, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#214) 782 
H.5.7.1l 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)- (2E,4EZ,syn,syn-Tt.5) 783 

H.5.7.2 syn,anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (syn,anti-Tt.5) 784 
H.5.7.2a 2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-(trityloxy)heptan, (2R*,4R*,6S*)-  

(syn,syn-#249) 784 
H.5.7.2b 2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, (2S*,4S*,6R*)- (syn,anti-#250) 785 
H.5.7.2c 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6R*)- (syn,anti-#213) 785 
H.5.7.2d 2,4,6-Trimethylnonanal, (2S*,4S*,6R*)-  (syn,anti-#214) 786 
H.5.7.2e 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)- (syn,anti-Tt.5) 786 

H.5.7.3 anti,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (anti,syn-Tt.5) 787 
H.5.7.3a 4,6-Dimethylnon-7-en-2-ol, (2S*,4S*,6R*)- (syn,syn-#253) 787 
H.5.7.3b 4,6-Dimethylnonan-2-ol, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#254) 788 
H.5.7.3c 2-Mesyloxy-4,6-dimethylnonan, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#255) 789 
H.5.7.3d 2,4,6-Trimethylnonannitril, (2R*,4S*,6S*)-  (anti,syn-#256) 789 
H.5.7.3e 2,4,6-Trimethylnonanal, (2R*,4S*,6S*)-  (anti,syn-#214) 790 
H.5.7.3f 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10S*)- (anti,syn-Tt.5) 790 

H.5.7.4 syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (syn,syn-Tt.6) 791 
H.5.7.4a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-   

(2E,4EZ,syn,syn-#241) 791 
H.5.7.4b 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol,  (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-    

(2E,4EZ,syn,syn-Tt.6) 793 

H.5.7.5 Derivatisierungen von Tt.5 und Tt.6 795 
H.5.7.5a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-yltrifluoracetat, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-   

(2E,4EZ,syn,syn-#257) 795 
H.5.7.5b 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6S*)-  (Ozonolyse) (syn,syn-#213) 796 

H.6 Termiten (Isoptera) 797 

H.6.1 Übersicht 797 
H.6.1.1 Liste der verwendeten Edukte 797 
H.6.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen 798 

H.6.2 Allgemeine Arbeitsvorschriften 801 
H.6.2.1 AAV 7: n-Alkyltriphenylphosphoniumbromide 801 
H.6.2.2 AAV 8: WITTIG-Olefinierung mit Alkyl-TPP-bromiden 801 
H.6.2.3 AAV 9: Alkylmagnesiumbromide (GRIGNARD-Reagenzien) 801 
H.6.2.4 AAV 10: Kreuzkupplung von Alkyltosylaten und -acetaten mit NORMANT-Cupraten 802 
H.6.2.5 AAV 11: Oxidation von Alkoholen mit PCC zu Aldehyden 802 

H.6.3 Trishomodihydrofranesol-Derivate  Hm.1 und Hm.2 803 
H.6.3.1 Farnesal (#265) 803 
H.6.3.2 2,3-Dihydrofarnesal  (#266) 803 
H.6.3.3 (6E)-2,3-Dihydrofarnesol  (#267) 804 

H.6.3.3a Reduktion mit Nickelborid (Nickelchlorid Natriumborhydrid) 804 
H.6.3.3b Enantioselektive katalytische Hydrierung 805 

H.6.3.4 (3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesyltosylat  (#268) 806 
H.6.3.5 (3S)-Dihydrofarnesylbromid  (#269) 807 
H.6.3.6 3-Brom-1-(tert-butyldimethylsilyoxy)propan  (#272) 807 
H.6.3.7 3-(tert-Butyldimethylsilyoxy)propan-1-ol  (#275) 808 
H.6.3.8 3-(tert-Butyldimethylsilyoxy)-1-(p-toluolsulfonyloxy)propan  (#276) 809 
H.6.3.9 (9E,6R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,10,14-trimethylpentadec-9,13-dien  (#277) 809 
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H.6.3.10 (9EZ,6R)-6,10,14-Trimethylpentadec-9,13-dien-1-ol  (Hm.1) 810 
H.6.3.11 (9EZ,6R)-6,10,14-Trimethylpentadec-9,13-dienal  (Hm.2) 811 

H.6.4 Trishomotetrahydrofranesol-Derivate  Hm.3 und Hm.4 812 
H.6.4.1 (2RS)-3-Brom-2-methylpropan-1-ol (#283) 812 
H.6.4.2 (2RS)-(3-Hydroxy-2-methylprop-1-yl)-TPPBr  (#284) 812 
H.6.4.3 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)prop-2-en  (#286) 813 
H.6.4.4 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal  (#287) 814 
H.6.4.5 (3EZ,2RS)-5-TBSO-2-methylpent-3-en-1-ol  (#288) 814 
H.6.4.6 (2RS)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylpentan-1-ol  (#289) 816 
H.6.4.7 (2RS)-5-TBSO-2-methyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan   (#290) 816 
H.6.4.8 Citronellol     (#279) 817 
H.6.4.9 (3R)-3,7-Dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)oct-6-en   (#280) 818 
H.6.4.10 (3R)-1-Brom-3,7-dimethyloct-6-en    (#281) 819 
H.6.4.11 (4RS,8S)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4,8,12-trimethyltridec-11-en    (#295) 820 
H.6.4.12 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol     (#296) 821 
H.6.4.13 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#297) 822 
H.6.4.14 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester  (#298) 823 
H.6.4.15 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) 824 
H.6.4.16 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal    (Hm.4) 825 

H.6.5 (R)- und (S)-2-Methylpentan-1,5-diol  (Md.1) 826 
H.6.5.1 (R)-(-)-Citronellyliodid  (R-#291) 826 
H.6.5.2 (R)-(-)-Citronellen  (R-#292) 826 
H.6.5.3 (R)-2-Methylpentan-1,5-diol  (R-Md.1) 827 
H.6.5.4 (R)-1,5-Bis(trifluoracetoxy)-2-methylpentan  (#294) 828 

H.6.6 Propanogenine  Hm.5 und Hm.6 829 
H.6.6.1 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butan-1-ol  (#300) 829 
H.6.6.2 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butanal  (#301) 829 
H.6.6.3 (2RS,3EZ)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylhept-3-en-1-ol  (#302) 830 
H.6.6.4 (2RS)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylheptan-1-ol  (#303) 831 
H.6.6.5 (2RS)-7-(t-Butyldimethylsilyloxy)-2-methyl-1-(p-tosyloxy)heptan (#304) 831 
H.6.6.6 Sulcatol  (#308) 832 
H.6.6.7 (2RS)-2-Methansulfonyloxy-6-methylhept-5-en  (#309) 832 
H.6.6.8 (2RS)-2-Brom-6-methylhept-5-en  (#310) 833 
H.6.6.9 (6RS,8RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,8,12-trimethyltridec-11-en  (#312) 834 
H.6.6.10 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol  (#313) 834 
H.6.6.11 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal  (#314) 835 
H.6.6.12 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester  (#315) 836 
H.6.6.13 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol  (Hm.5) 837 
H.6.6.14 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal  (Hm.6) 838 

H.6.7 Methyl-verzweigte Heptacosane 839 
H.6.7.1 3-Methylheptacosan  (Cf.1) 839 

H.6.7.1a 2,6-Dimethyloct-2-en  (#319) 839 
H.6.7.1b 4-Methylhexanal  (#320) 839 
H.6.7.1c Henicosyltriphenylphosphoniumbromid  (#322) 841 
H.6.7.1d (6EZ)-3-Methylheptacos-6-en  (#323) 842 
H.6.7.1e 3-Methylheptacosan  (Cf.1) 843 

H.6.7.2 Zentralintermediate a und b 844 
H.6.7.2a (3R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3,7-dimethyloct-6-en  (#324) 844 
H.6.7.2b (4R)-6-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4-methylhexanal  (#325) 845 
H.6.7.2c (3R)-1-Benzyloxy-3,7-dimethyloct-6-en  (#334) 845 
H.6.7.2d (4R)-6-(Benzyloxy)-4-methylhexanal  (#335) 846 
H.6.7.2e 6-Bromhexan-1-ol  (#331) 847 
H.6.7.2f 6-Acetoxyhexan-1-ol  (#327) 847 
H.6.7.2g 1-Acetoxy-6-bromhexan  (#328) 848 
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H.6.7.2h (6-Acetoxyhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  (#329) 850 
H.6.7.2i (6-Hydroxyhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  (#332) 851 
H.6.7.2j (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-TBSO-10-methyldodec-6-en  (#330) 852 
H.6.7.2k (10R)-12-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-10-methyldodec-6-en-1-ol  (#333) 853 
H.6.7.2l (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-benzyloxy-10-methyldodec-6-en  (#336) 854 
H.6.7.2m (10R,6EZ)-12-(Benzyloxy)-10-methyldodec-6-en-1-ol  (#337) 855 
H.6.7.2n (10R,6EZ)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en  (#338) 856 

H.6.7.3 n-Alkyl-WITTIG-Salze 857 
H.6.7.3a n-Heptyltriphenylphosphoniumbromid  (#129) 857 
H.6.7.3b n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid  (#360) 858 
H.6.7.3c n-Decyltriphenylphosphoniumbromid  (#357) 858 
H.6.7.3d n-Dodecyltriphenylphosphoniumbromid  (#351) 859 
H.6.7.3e n-Tetradecyltriphenylphosphoniumbromid  (#345) 860 

H.6.7.4 (R)-11-Methylheptacosan  (R-Cf.2) 861 
H.6.7.4a (3R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3-methyltridec-6-en  (#340) 861 
H.6.7.4b (3R,6EZ)-1-(Benzyloxy)-3-methyltridec-6-en  (#341) 861 
H.6.7.4c (3R)-3-Methyltridecan-1-ol  (#342) 863 
H.6.7.4d (3R)-3-Methyltridecanal  (#343) 863 
H.6.7.4e (11R,13EZ)-11-Methylheptacos-13-en  (#346) 864 
H.6.7.4f (R)-11-Methylheptacosan  (R-Cf.2) 865 

H.6.7.5 (R)-13-Methylheptacosan  (R-Cf.3) 866 
H.6.7.5a (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methylpentadec-6-en  (#347) 866 
H.6.7.5b (3R)-3-Methylpentadecan-1-ol  (#348) 867 
H.6.7.5c (3R)-3-Methylpentadecanal  (#349) 868 
H.6.7.5d (R)-13-Methylheptacos-15-en  (#352) 868 
H.6.7.5e (R)-13-Methylheptacosan  (R-Cf.3) 869 

H.6.7.6 (S)-13-Methylheptacosan  (via #338) (S-Cf.3) 870 
H.6.7.6a (6EZ,3R)-1-BnO-3-methylheptadec-6-en  (#353) 870 
H.6.7.6b (3R)-3-Methylheptadecan-1-ol  (#354) 871 
H.6.7.6c (3R)-3-Methylheptadecanal  (#355) 871 
H.6.7.6d (10EZ,13R)-13-Methylheptacos-10-en  (#358) 872 
H.6.7.6e (S)-13-Methylheptacosan  (S-Cf.3) 872 

H.6.7.7 (S)-11-Methylheptacosan  (S-Cf.2) 873 
H.6.7.7a (S)-2-Methyldodec-3-en-1-ol  (#362) 873 
H.6.7.7b (S)-2-Methyldodecan-1-ol  (#363) 874 
H.6.7.7c (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)dodecan  (#364) 874 
H.6.7.7d 1-Pentadecanol  (#366) 875 
H.6.7.7e 1-Brompentadecan  (#367) 876 
H.6.7.7f (S)-11-Methylheptacosan  (S-Cf.2) 877 

H.6.7.8 (S)-13-Methylheptacosan  (via #284) (S-Cf.3) 877 
H.6.7.8a (S)-2-Methyltetradec-3-en-1-ol  (#370) 877 
H.6.7.8b (S)-2-Methyltetradecan-1-ol  (#371) 878 
H.6.7.8c (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)tetradecan  (#372) 879 
H.6.7.8d (S)-13-Methylheptacosan  (S-Cf.3) 880 

H.7 Palmlilien (Yucca spp.) 881 

H.7.1 Übersicht 881 
H.7.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 881 
H.7.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen 881 
H.7.1.3 Liste der diskutierten Verbindungen 882 

H.7.2 Naturstoff 883 
H.7.2.1 Gewinnung von Naturextrakten 883 
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H.7.2.2 Derivatisierung mit Dimethyldisulfid (DMDS) 884 
H.7.2.3 Fraktionierung von Naturextrakten 884 
H.7.2.4 Naturstoff-Derivatisierung durch Hydrierung 884 

H.7.3 Synthese von Filamentolid (Yu.1) 885 
H.7.3.1 (2R)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd   (R-#395) 885 
H.7.3.2 (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd   (S-#395) 885 
H.7.3.3 (5R)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on   (R-#397) 885 
H.7.3.4 (5S)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on   (S-#397) 886 

H.7.3.5 (EZ,R)-Filamentolid   (R-Yu.1) 887 
H.7.3.5a (3RS,5R)-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#399) 887 
H.7.3.5b (3RS,5R)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-DHF-2(3H)-on  

(R-#400) 887 
H.7.3.5c [3(6)EZ,5R]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on  (R-Yu.1) 887 

H.7.3.6 (EZ,S)-Filamentolid    (S-Yu.1) 889 
H.7.3.6a (3RS,5S)-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on  (S-#399) 889 
H.7.3.6b (3RS,5S)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-DHF-2(3H)-on  

(S-#400) 890 
H.7.3.6c [3(6)EZ,5S]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (S-Yu.1) 890 

H.7.4 Synthese von Filamentol, Filamental und Filamenton 891 
H.7.4.1 [2(8)EZ]-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol    (Yu.2) 891 
H.7.4.2 [2(8)EZ]-2-Allyliden-6-methylhept-5-enal   (Yu.3) 892 
H.7.4.3 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon   (Yu.5) 893 
H.7.4.4 Unbekanntes Syntheseprodukt   (#408) 894 

H.7.5 Unbekannter Naturstoff  Yu.D 895 
H.7.5.1 Offenkettige DMNT-Derivate 895 

H.7.5.1a (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal  (Yu.6) 895 
H.7.5.1b (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol   (Yu.7) 895 

H.7.5.2 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) 896 
H.7.5.2a [2(7)EZ]-2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon  (Yu.8) 896 

H.7.5.3 2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) 897 
H.7.5.3a Cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  (#419) 897 
H.7.5.3b (EZ)-Isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  (#421) 898 
H.7.5.3c 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon (#422) 899 
H.7.5.3d 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon (#424) 900 
H.7.5.3e [2(6)EZ]-2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) 901 

H.7.5.4 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) 902 
H.7.5.4a 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en („Cyclo-DMNT“)   (#427) 902 
H.7.5.4b 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd  (Yu.10) 903 
H.7.5.4c 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-yl)methanol  (#431) 903 
H.7.5.4d 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran  (#428) 903 
H.7.5.4e 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on   (#430) 904 
H.7.5.4f 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd  (Yu.10) 904 
H.7.5.4g Dihydroactinidiolid (#432) 905 
H.7.5.4h 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol   (#429) 906 

H.7.6 Acetogenine Kohlenwasserstoffe 907 
H.7.6.1 n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid   (#360) 907 
H.7.6.2 (8Z)-Heptadecen   (Z-Yu.12) 907 

H.7.6.3 (9Z)-Nonadecen    (Z-Yu.14) 908 
H.7.6.3a (7Z)-Hexadecen   (Z-Yu.11) 909 
H.7.6.3b (9Z)-Octadecen    (Z-Yu.13) 909 

H.7.6.4 (6Z,9Z)-Heptadecadien   (Z,Z-Yu.15) 909 
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H.8 Spiroacetale 911 

H.8.1 Übersicht, kommerzielle Edukte und Syntheseprodukte 911 
H.8.1.1 Cerambycidae 911 
H.8.1.2 Coffea arabica 911 
H.8.1.3 Eurosta soldaginis 911 
H.8.1.4 Ceropegia dolichophylla 911 

H.8.2 Allgemeine Arbeitsvorschrift AAV 12: Alkin-Kupplung 912 

H.8.3 Synthesen Cerambycidae 912 
H.8.3.1 4-Pentinal (#18) 912 
H.8.3.2 7-Octin-4-ol  =  1-Octin-5-ol  (#21) 912 
H.8.3.3 4-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)-7-octin  (#22) 913 
H.8.3.4 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-in-1-yl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#29) 914 
H.8.3.5 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-yl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#30) 914 
H.8.3.6 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#31) 915 
H.8.3.7 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan  (Mc.2) 915 
H.8.3.8 2-(5-THPO-oct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#25) 916 
H.8.3.9 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-yl]-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#26) 916 
H.8.3.10 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#27) 917 
H.8.3.11 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan   (Mc.1) 917 

H.8.4 Synthesen Coffea arabica 919 
H.8.4.1 1-Benzyloxy-3-butin (#60) 919 
H.8.4.2 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  (Co.1) 919 

H.8.4.2a 2-[4-(Benzyloxy)but-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol   (#61) 919 
H.8.4.2b 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  (Co.1) 920 

H.8.5 Synthesen Eurosta soldaginis 921 
H.8.5.1 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan   (Es.1) 921 

H.8.5.1a 2-[5-(Benzyloxy)pent-1-inyl)tetrahydrofuran-2-ol  (#46) 921 
H.8.5.1b 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan   (Es.1) 921 

H.8.5.2 (S)-4-Pentin-2-ol   (S-#49) 922 
H.8.5.3 (S)-2-Benzyloxy-4-pentin   (S-#50) 922 

H.8.5.4 (7S)-Conophthorin  (S-Es.2) 923 
H.8.5.4a 2-[(4S)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol  (S-#51) 923 
H.8.5.4b (S)-Conophthorin; (S)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (S-Es.2) 923 

H.8.6 Synthesen Ceropegia dolichophylla 924 
H.8.6.1 (8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.1) 924 

H.8.6.1a 2-[(4S)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]-6-n-propyltetrahydro-2H-pyran-2-ol   (#55) 924 
H.8.6.1b (8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) 924 
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I Publikationen 927 

P 01 Polyergus breviceps   929 

P 02 Illiberis rotundata   941 

P 03 Triatoma infestans 1  951 

P 04 Pseudopiazurus obesus  955 

P 05 Pissodes castaneus  959 

P 06 Triatoma infestans 2  967 

P 07 Tischeria ekebladella   973 

P 08 Alloxysta victrix   983 

P 09 Xanthomonas euvesicatoria   993 

P 10 Coffea arabica & Hypothenemus hampei   1013 

P 11 Candida albicans  1029 

P 12 Trichogramma turkestanica   1041 

P 13 Conotrachelus psidii  1049 

P 14 Ceropegia dolichophylla  1057 

P 15 Acanthoscelides obtectus  1071 

P 16 Conotrachelus humeropictus  1077 

P 17 Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 1 1081 

P 18 Eurosta solidaginis & Solidago altissima 1093 

P 19 Megacyllene caryae, M. robiniae, Callisphyris apicicornis 1103 

P 20 Yucca reverchonii  1113 

P 21 Yucca spp. & Yucca-Motten 2 1119 

P 22 Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 2 1137 

I.1 Supporting Material 1151 
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P 05 Pissodes castaneus  1168 
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P 21 Yucca spp. & Yucca-Motten 2 1238 

P 22 Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 2 1249 



 Inhaltsverzeichnis 

 

27 
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J.1 Liste der zitierten Fotos 1257 
J.1 Referenzen 1265 
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K Chemikalienliste 1447 

K.1 Liste der verwendeten KMR-Stoffe 1447 
K.1.1 Liste der KMR-H-Sätze 1454 

K.2 Liste der verwendeten Chemikalien (nicht KMR) 1455 
K.2.1 Liste der H- und P-Sätze sowie der Gefahrensymbole nach GHS 1475 

Danksagung 1487 
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Abkürzungsverzeichnis 

Verwendete Initialen der untersuchten Spezies mit identifizierten flüchtigen Naturstoffen 

Ao Acanthoscelides obtectus 

Av Alloxysta victrix 

Ca Candida albicans 

Cd Ceropegia dolichophylla 

Cf Coptotermes formosanus 

Ch Conotrachelus humeropictus 

Co Coffea arabica  

Cp Conotrachelus psidii 

Ea Eurytoma amygdali 

Es Eurosta solidaginis  

Ir Illiberis rotundata 

Mc Megacyllene caryae  

Md Mastotermes darwiniensis 

Pa Phloeosinus aubei  

-- Porotermes adamsoni 

Pb Polyergus breviceps 

Pc Pissodes castaneus 

Po Pseudopiazurus obesus 

Te Tischeria ekebladella 

Ti Triatoma infestans  

To Thuja occidentalis  

Tt Trichogramma turkestanica 

Xe Xanthomonas euvesicatoria 

Yu Yucca spp. 

Nummerierung der behandelten chemischen Verbindungen 

Sp.A in dieser Arbeit identifizierte Naturstoffe  
(Spezies-Initialen der binären lateinischen Nomenklatur, s.o.)  

#00 in dieser Arbeit synthetisierte Verbindungen 

Sp.00 Synthetisierte Zielverbindungen (Spezies-Initialen s.o.)  

L-00 Zitierte Literaturbekannte Verbindungen 

Chronologische Nummerierung der eigenen Publikationen 

P 00 Verweise auf eigene Veröffentlichungen  
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Abkürzungen 

2,6Me2-3P-βCD Heptakis-(2,6-di-O-methyl-3-O-pentyl)-β-cyclodextrin 
3Bc-2,6P2-γCD Octakis-(3-O-butyryl-2,6-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin 
6Me-2,3P2-γCD Octakis-(6-O-methyl-2,3-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin 
6TBS-2,3Et2-βCD Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-ethyl)-β-cyclodextrin 
6TBS-2,3Me2-βCD  Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 

A 
 

α Retentionszeiten-Verhältnis (rt2/rt1) 
[α]D Drehwert von polarisiertem Licht mit λ = 589 nm 
AAV Allgemeine Arbeitsvorschrift 
Abb. Abbildung 
abs. absolut, absolutiert 
Ac Acetyl- oder Acetat 
Ac2O Essigsäureanhydrid 
ACN Acetonitril 
ACP Acyl-Carrier-Protein 
AD Asymmetrische Dihydroxylierung (SHARPLESS) 
AE Asymmetrische Epoxidierung (SHARPLESS) 
AK Arbeitskreis 
Alk Alkyl- 
All Allyl- 
Anh. Anhang 
amu (unified) atomic mass unit 
aq. aqueous, wässrig 
äq.  äquivalent 
Äq. Äquivalente 
Ar Aryl- 
arom., ar aromatisch 
AS Aminosäure 
ax axial 

B 
 

BINAP Binaphthyl- 
BINAP  2,2'-Bis(diphenylphosphino)-1,1'-binaphthyl- 
Block. Blockierung (Schutzgruppe) 
Bn Benzyl- 
BnO Benzyloxy- 
br breit, broad (NMR) 
Bu Butyl- 
BV BAEYER-VILLIGER(-Oxidation bzw. -Reaktion) 
Bz Benzoyl- 
bzgl. bezüglich 

C 
 

c Konzentration 
CD Cyclodextrin 
chem. chemisch 
CLS Closed-Loop Stripping 
CoA Coenzym A 
COSY Correlation Spectroscopy (NMR) 
CyHex, Cy Cyclohexan oder Cyclohexyl- 
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D 
 

δ chemische Verschiebung (NMR) bezogen auf einen Standard (TMS) 
Δ Siedehitze 
d day(s), Tag(e) 
d Dublett (NMR) 
DA DIELS-ALDER-Reaktion 
DABCO 1,4-Diazabicyclo-2,2,2-oktan 
DBU 1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en 
DC Dünnschichtchromatographie 
DC Dünnschichtchromatographie 
DCM Dichlormethan 
DEAD Diethylazodicarboxylat, Azodicarbonsäurediethylester 
Deblock. Deblockierung (Schutzgruppe) 
DEPT Distortionless Enhancement by Polarization Transfer (NMR) 
Dest. Destillation 
dest. destilliert 
DHF Dihydrofuran 
DHP 3,4-Dihydro-2H-pyran 
DHQ Dihydroquinin, Dihydrochinin 
DHQD Dihydroquinidin, Dihydrochinidin 
DIAD Diisopropylazodicarboxylat, Azodicarbonsäurediisopropylester 
DIBAlH Diisobutylaluminiumhydrid 
DIPA Diisopropylamin 
DIPEA N,N-Diisopropylethylamin, N-Ethyldiisopropylamin (Hünig-Base) 
DIPT Diisopropyltartrat, Weinsäurediisopropylester 
DMAP 4-(N,N-Dimethylamino)pyridin 
DMAPP 3,3-Dimethylallylpyrophosphat 
DMDS Dimethyldisulfid 
DMF N,N-Dimethylformamid 
DMNT 4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatrien 
DMP DESS-MARTIN-Periodinan, 1,1,1-Triacetoxy-1,1-dihydro-1,2-benziodoxol-3(1H)-on) 
DMPU N,N′-Dimethylpropyleneurea/-harnstoff, 1,3-Dimethyltetrahydropyrimidin-2-on 
DMS Dimethylsulfid 
DMSO Dimethylsulfoxid 
DNBA, 3,5- 3,5-Dinitrobenzoic acid, 3,5-Dinitrobenzoesäure 
DNPH 2,4-Dinitrophenylhydrazin 
dr diastereomeric ratio, Diastereomeren-Verhältnis 

E 
 

EAD Elektroantennographische(r) Detektion oder Detektor 
EAG Elektroantennogramm oder Elektroantennographie 
EDA Ethylendiamin 
EE Ethylacetat, Essigester 
ee enantiomeric excess, Enantiomerenüberschuss 
ehem.  ehemals 
EI Elektronenstoßionisation, Electron Impact Ionisation (MS) 
EIC Extracted-ion chromatogram (MS) 
Elim. Eliminierung 
ensel. enantioselektiv 
eq äquatorial 
eq.  equivalent, Äquivalent, Moläquivalent 
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ESI Electrospray Ionization (MS) 
Et Ethyl- 
et. al. et alii, et aliae 
EWG Electron Withdrawing Group, Elektronenziehende Gruppe 

F 
 

FAB Fast Atom Bombardment (MS) 
FAS Fatty acid-Synthase, Fettsäure-Synthase 
FFAP Free Fatty Acid Phase (GC) 
FG funktionelle Gruppe 
FID Flammenionisationsdetektor 
film Filmdicke, gaschromatographische Trennflüssigkeit 
FPP Farnesylpyrophosphat, Farnesyldiphosphat 
FS Fused silica (GC) 

G 
 

GAP Glycerinaldehyd-3-Phosphat 
GC Gaschromatographie 
GC/MS Gaschromatographie-Massenspektrometrie-Kopplung 
ges. gesättigt 
GGPP Geranylgeranylpyrophosphat 
GHS Global Harmonized System 
GLV Green Leaf Volatile 
GPP Geranylpyrophosphat, Geranyldiphosphat 

H 
 

h Stunde oder Stunden 
Hept Heptyl- 
Hex Hexyl- oder Hexan 
HIPV Herbivor Induced Plant Volatile 
HMBC Heteronuclear Multiple Bond Correlation (NMR) 
HMDS Hexamethyldisilazid 
HMQC Heteronuclear Multiple Quantum Coherence (NMR) 
HPLC High Performance Liquid Chromatography 
HR-MS High Resolution Mass Spectrometry 
H-Sätze Hazard statements, Gefahrenhinweise  
HSQC Heteronuclear Single Quantum Coherence (NMR) 
HWE Horner-Wadsworth-Emmons 
Hz Hertz 

I J 
 

i.d. inner diameter, Innendurchmesser 
IBX  o-Iodoxybenzoesäure 
ID Identifikation 
Ile Isoleucin 
Im Imidazol 
Int Intensität 
IPP 3-Isopentenylpyrophosphat 
i-Pr, iPr iso-Propyl-, Isopropyl- 
IR Infrarot 
Isom. Isomer 
J skalare Kern-Kern-Kopplungskonstante (NMR) 
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K 
 

Kap. Kapitel 
Kat Katalysator 
Kat Kation  
kat. katalytisch 
Kat.  Kategorie  
KI Kováts-Index 
Konz. Konzentration 
konz. konzentriert 

L 
 

λ  Wellenlänge 
LAH Lithiumaluminiumhydrid 
LDA Lithiumdiisopropylamid 
Leu Leucin 
LG Leaving Group, Abgangsgruppe 
Lig. Ligand 
Lit. Literatur 
LRI linearer Retentionsindex 
Lsg. Lösung 
Lsm. Lösungsmittel 

M 
 

m Masse  
m Multiplett (NMR) 
M Molar oder Molarität 
m- meta 

m/z Verhältnis Masse zu Ladung (MS) 
M+ (Masse des) Molekülion (MS) 
MALDI-TOF Matrix Assisted Laser Desorption Ionisation - Time of Flight (MS) 
max. maximal 
m-CPBA m-Chlorperbenzoic acid, meta-Chlorperbenzoesäure 
m-NBA m-Nitrobenzylalkohol 
MDPS Methyldiphenylsilyl- 
Me Methyl- 
MEK Methylethylketon 
MEP Methylerythritol-Phosphat 
meq Molequivalent 
MG Metaternal gland, Metaternaldrüse 
min Minute(n) 
min. minimal, mindestens 
ML MCLAFFERTY(-Umlagerung) (MS) 
MS Massenspektrum oder Massenspektrometrie 
Ms, Mes Mesyl-, Methansulfonyl- oder Mesylat 

N 
 

N normal oder Normalität (Konzentration c = 1 mol/L) 
Naph Naphthyl- 
nat. natürlich 
NBS N-Bromsuccinimid 
n-BuLi n-Butyllithium 
NCS N-Chlorsuccinimid 
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NMR Nuclear Magnetic Resonanz, Kernmagnetresonanz 
NOE Nuclear Overhauser Enhancement 
NOESY Nuclear Overhauser Effect bzw. Enhancement Spectroscopy (NMR) 
Nu Nucleophil 

O 
 

o- ortho 

Oct Octyl- 
org. organisch 
Ox. Oxidation 
ox.  oxidiert 
Ox. Add. Oxidative Addition 

P 
 

p- para 

p, pp page, pages (Seitenanzahl) 
PBT / vPvB persistent, bioaccumulative, toxic / very persistent, very bioaccumulative 
PCC Pyridiniumchlorochromat 
Pd/C Palladium auf Aktivkohle 
PDC Pyridiniumdichromat 
PDMS Dimethylpolysiloxane 
PE Petrolether 
PEG Polyethylenglycol 
Pent Pentyl- oder Pentan 
pers. persönlich 
PFK Perfluorkerosin 
PG Protecting Group, Schutzgruppe 
Ph Phenyl- 
PHAL Phthalazin 
PKS Polyketid-Synthase 
PMT / vPvM persistent, mobile, toxic / very persistent, very mobile 
Pos. Position 
ppm parts per million 
Pr Propyl-  
Pr Propionat (bisynthetischer Baustein) 
prim. primär 
P-Sätze Precautionary statements, Sicherheitshinweise 
p-Ts, pTs para-Toluolsulfonyl-, Tosyl- 
p-TSA para-Toluolsulfonsäure,  
Py, Pyr Pyridin 

Q R 
 

q Quartett 
quant. quantitativ 
quin Quintett (NMR) 
R organischer Rest, Alkyl- oder H 
rac racemisch 
RDA Retro-DIELS-ALDER-Reaktion 
Red. Reduktion 
red. reduziert 
Red. El. Reduktive Eliminierung 
refl. reflux, Rückfluss 
rel relativ (Konfiguration) 
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rel.  relative, relativer 
REM Raster-Elektronen-Mikroskop  
Rf Ratio of fronts (TLC, DC) 
RI Retentionsindex 
Rkt Reaktion 
RP (Mass) Resolving Power, Massenauflösungsvermögen (HR-MS) 
RT Raumtemperatur 
rt retention time, Retentionszeit 

S 
 

s Singulett (NMR) 
sat. saturated, gesättigt 
Sdp Siedepunkt 
sec- sekundär 
sek. sekundär 
sel. selektiv 
sept Septett (NMR) 
sext Sextett (NMR) 
SG Schutzgruppe 
SIM Selected-ion monitoring (MS) 
Smp. Schmelzpunkt 
SN Nucleophile Substitution 
SN1 monomolekulare, nucleophile Substitution (erster Reaktionsordnung) 
SN2 bimolekulare, nucleophile Substitution (zweiter Reaktionsordnung) 
SPME Solid Phase Micro Extraction 
SQ Single Quadrupole (MS) 
Std. Stunden 
Supp. Mat. Supporting / Supplemantary Information / Material (Publikationen) 
syn. synthetisch 

T 
 

T Temperatur  
t Triplett (NMR) 
t time, Zeit 
t-, tert- tertiär 
Tab. Tabelle 
tat Tatrat 
TBAF Tetra-n-butylammoniumfluorid 
TBAI  Tetra-n-butylammoniumiodid 
TBDMS, TBS tert-Butyldimethylsilyl- 
TBDPS tert-Butyldiphenylsilyl- 
TBHP tert-Butylhydroperoxid 
TBSO tert-Butyldimethylsilyloxy- 
t-Bu, tBu, tBu tert-Butyl- 
TEA Triethylamin 
Temp. Temperatur 
TEPA Triethylphosphonoacetat 
Tf Triflat-, Trifluormethylsulfonyl- 
TFA Trifluoracetic acid, Trifluoressigsäure oder Trifluoracetat 
TFAA Trifluoressigsäureanhydrid 
TFMK Trifluormethylketon 
theo. theoretisch 
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THF Tetrahydrofuran 
THP Tetrahydro-2H-pyran-2-yl- 
TIC Total Ion Current, Totalionenstrom (MS) 
TIPT Tetraisopropylorthotitanat 
TLC thin layer chromatography, Dünnschichtchromatographie 
TMPA Trimethylphosphonoacetat 
TMS Trimethylsilyl- oder Tetramethylsilan (NMR) 
TMTT 4,8,12-Trimethyl-1,3,7,11-tridecatetraen 
TOF Time of Flight (MS) 
Tol Toluyl- oder Toluol 
TPP Triphenylphosphin oder Triphenylphosphonium- 
TPS Terpen-Synthase 
Tr Trityl-, Triphenylmethyl- 
tr trace, Spur 
tr Retentionszeit (GC) 
Ts Tosyl-, p-Toluolsulfonyl- 

U V W 
 

u unified atomic mass unit 
uk unknown, unbekannt 
unges. ungesättigt 
unpub.  unpublished, nicht veröffentlicht  
UV Ultraviolett 
ÜZ Übergangszustand 
v/v Volumenverhältnis 
Val Valin 
Verh. Verhältnis 
WCOT Wall Coated Open Tubular (GC-Kapillarsäulen) 
wgt% weight percent, Gewichtsprozent 
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Liste der identifizierten Naturstoffe und synthetischen 
Zielverbindungen 

Reihenfolge alphabethisch nach zur Nummerierung verwendeten Namensinitialen der 

untersuchten Spezies (s. Abkürzungsverzeichnis). Verbindungen, die bei mehreren Arten 

identifiziert wurden, sind unter jeder dieser Arten aufgeführt (Strukturen s. Schema 1). 

Acanthoscelides obtectus 

Ao.A Methyl-(2E,4Z,7Z)-2,4,7-decatrienoat 

Ao.B Methyl-(2E,4Z)-2,4-decadienoat 

Ao.C (3Z,6E)-α-Farnesen 

Ao.D (3E,6E)-α-Farnesen 

Ao.E (R)-(-)-Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat 

Ao.F n-Octadecanal 

Alloxysta victrix 

Av.A (4S,4aR,7S,7aR)-Iridomyrmecin 

Av.B (4S,4aS,7R,7aS)-Iridomyrmecin 

Av.C (4R,4aR,7R,7aS)-Dihydronepetalacton 

Av.D Actinidin 

Av.E Sulcaton 

Av.F Geranylaceton 

Candida albicans 

Ca.A (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol 

Ca.B, (E,E)- (E,E)-Farnesol 

Ca.B, (EZ/ZE)- (EZ/ZE)-Farnesol 

Ca.C (E)-β-Farnesen 

Ca.D (6E)-Nerolidol 

Ca.E β-Phenylethanol 

Ceropegia dolichophylla 

Cd.A (E,E)- und (E,Z)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  

Cd.B 2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  

Cd.C (E,E)-2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan 

Cd.D (E,E)-, (Z,E)-, (E,Z)- und (Z,Z)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  

Cd.D, (S,R,S)- (2S,6R,8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan, 

Cd.E (E,E)- und (E,Z)-2,8-Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  

Cd.F 7-Ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Cd.G 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en 

Cd.H 2-Ethyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Cd.I 2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan 

Cd.L 5-Tridecen 

Cd.M 6-Tridecen 

Cd.N 6-Pentadecen 

Cd.O 7-Pentadecen 

Cd.P 6,9-Pentadecadien 
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Coptotermes formosanus 

Cf.1, (R)- (R)-3-Methylheptacosan 

Cf.1, (S)- (S)-3-Methylheptacosan 

Cf.2, (R)- (R)-11-Methylheptacosan. 

Cf.2, (S)- (S)-11-Methylheptacosan 

Cf.3, (R)- (R)-13-Methylheptacosan 

Cf.3, (S)- (S)-13-Methylheptacosan. 

Cf.A 3-Methylheptacosan 

Cf.B 11-Methylheptacosan 

Cf.C 13-Methylheptacosan. 

Conotrachelus humeropictus 

Ch.A (1R,2S)-cis-1-Methyl-2-(prop-1-en-2-yl)cyclobutyl]ethanol (Grandisol; Grandlure I) 

Ch.B (1R,6R)-2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-on (Grandisolid) 

Ch.C (1R,2S)-Grandisolsäure 

Ch.D (2Z)-2-(3,3-Dimethylcyclohexyliden)ethanol (Grandlure II) 

Ch.E Phoracantholid I 

Ch.F (Z)-Phoracantholid J 

Coffea arabica 

Co.A (E)- und (Z)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin) 

Co.A, (S,E)- (S,E)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin) 

Co.B (E)- und (Z)-2-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonan (Chalcogran) 

Co.C 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan 

Co.D Frontalin 

Co.E 3-Ethyl-4-methylpentanol 

Co.F Methyl-3-ethyl-4-methylpentanoat 

Co.G Sulcaton 

Co.H 3-Methyl-2-methoxypyrazin 

Co.I 3-Isopropyl-2-methoxypyrazin 

Co.J 3-Isobutyl-2-methoxypyrazin 

Co.K 3-(1-Methylpropyl)-2-methoxypyrazin 

Conotrachelus psidii 

Cp.A (1R,2S,6R)-Papayanol 

Cp.B Grandisolsäure 

Cp.C Dihydoactinidiolid 

Eurytoma amygdali 

Ea.A (6Z,9Z)-Tricosadien 

Ea.B (6Z,9Z)-Pentacosadien 

Ea.C (3Z,6Z,9Z)-Tricosatrien 

Ea.D (3Z,6Z,9Z)-Pentacosatrien 

Ea.E 3,13-Octadecadienylacetat 

Eurosta solidaginis 

Es.A (5S,7S)-, (5R,7S)- und (5R,7R)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin) 

Es.B (E)- und (Z)-2-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Es.C (2E)- und (2Z)-2-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonan (Chalcogran) 

Es.D 1,7-Dioxaspiro[5.5]undecan (Olean) 

Es.E 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan 
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Es.H n-Nonanol 

Hodotermes mossambicus 

Hm.1 (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol 

Hm.2 (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-9,13-dienal 

Hm.3 (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

Hm.4 (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dienal 

Hm.5 (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

Hm.6 (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dienal 

Illiberis rotundata 

Ir.A (2’R,7Z)-Dodecensäure-2-butylester 

Ir.B (2’R,9Z)-Tetradecensäure-2-butylester 

Mastotermes darwiniensis 

Md.1 (R)- und (S)-2-Methyl-1,5-pentandiol  

Megacyllene caryae 

Mc.A (7E)- und (7Z)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin) 

Mc.B (2E)-2-Methyl-1,6-dioxa-spiro[4.5]decan  

Mc.C (2E,7E)- und (2Z,7E)-2,7-Dimethyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Mc.D (2E,8E)- und (2E,8Z)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  

Mc.E (2E,7E)-, (2Z,7E)-, (2E,7Z)- und (2Z,7Z)-7-Ethyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Mc.F (2E,7E)- und (2Z,7E)-2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan 

Mc.G (2E,7E)- und (2Z,7E)-7-Butyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  

Mc.H 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro-[4.6]undecan 

Mc.2 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan 

Phloeosinus aubei 

Pa.A (1S,5S)-(-)-α-Pinen 

Pa.B (1R,5S)-(-)-Myrtenol 

Polyergus breviceps 

Pb.A (R)-(+)-3-Ethyl-4-methylpentanol 

Pb.B 6-Methylsalicylsäuremethyl-ester 

Pissodes castaneus 

Pc.A (1R,2S)-(+)-Grandisal 

Pc.B (1R,2S)-(+)-Grandisol 

Pseudopiazurus obesus 

Po.A (1R,2S)-(+)-Grandisal 

Po.B (1R,2S)-(+)-Grandisol 

Po.C (1R,2S,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan (Papayanol) 

Po.D Grandisolsäure 

Tischeria ekebladella 

Te.A (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien 

Te.B (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen 

Te.C (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien 

Te.6 (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen 

Te.7 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen 

Te.8 (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen 

Te.9 (3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen 
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Te.10 (3Z,6Z,9Z,19EZ)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen 

Te.11 (3Z,6Z,9Z,18EZ)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen 

Te.12 (3Z,6Z,9Z,17EZ)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen 

Te.13 (3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen 

Triatoma infestans 

Ti.A, cis- 4,5cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Ti.A, R,R- (4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Ti.A, S,S- (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Ti.B (2RS)-4,5trans-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan 

Ti.C (2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan 

Ti.E (2RS,1´RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

Ti.F (2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

Thuja occidentalis 

To.A1 α-Thujon 

To.A2 β-Thujon 

To.B1 trans-Thujan-4-ol 

To.B2 (-)-cis-4-Thujanol 

To.C (+)-Sabinaketon 

To.D (-)- und (+)-Terpinen-4-ol 

To.E1 cis-Isopulegon 

To.E2 trans-Isopulegon 

To.F (-)-Fenchon 

To.G (+)-Campher 

To.H Borneol 

Trichogramma turkestanica 

Tt.1 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.1, 6,8anti- (2E,4EZ)-6,8anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.2 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

Tt.3 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.5 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.5, 6,8anti- (2E,4EZ)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.5, anti,syn- (2E,4EZ)-anti,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.5, syn,anti- (2E,4EZ)-syn,anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.5, syn,syn- (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.6 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

Tt.6, 6,8anti- (2E,4EZ)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

Tt.6, syn,syn- (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

Tt.A (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.B (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

Xanthomonas euvesicatoria 

Xe.A Alkan-2-one, Kettenlängen C6 bis C15 

Xe.B Alkan-2-ole (2-Undecanol und 2-Tridecanol) 

Xe.C iso-Alkan-2-one, Kettenlängen C6 bis C15 

Xe.D anteiso-Alkan-2-one, Kettenlängen C7, C9, C11, C13, C15 

Xe.E iso-Alkan-2-ole, Kettenlängen C9, C11, C13 

Xe.F anteiso-Alkan-2-ole, Kettenlängen C9, C11, C13 
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Xe.G1 Isobutylacetat 

Xe.G2 Isobutylpropionat 

Xe.H1 2-Methylbutylacetat 

Xe.H2 2-Methylbutylpropionat 

Xe.I1 3-Methylbutylacetat 

Xe.I2 3-Methylbutylpropionat 

Xe.J Geranylaceton 

Xe.K1 2,5-Dimethylpyrazin 

Xe.K2 2,3,6-Trimethylpyrazin 

Xe.K3 3,6-Dimethyl-2-(3-methylbutyl)pyrazin 

Xe.L β-Phenylethanol 

Yucca  spp. 

Yu.A (3(6)Z,5R)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Filamentolid) 

Yu.B (2(8)Z)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Filamentol) 

Yu.C (2(8)Z)- und (2(8)E)-2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Filamental) 

Yu.I 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon (Filamenton) 

Yu.K (E)- und (Z)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien 

Yu.6 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal 

Yu.7 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol 

Yu.8 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon 

Yu.9 2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon 

Yu.10 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd 

#427 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en, Cyclo-DMNT 

#428 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran 

#429 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol 

#430 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on 

#431 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-yl)methanol 

#432 (4,4,7a-Trimethyl-5,6,7,7a-tetrahydro-(4H)-benzofuran-2-on) (Dihydroactinidiolid) 

#433 6-Methyl-2-propylheptan-1-ol (Hydro-Filamentol) 

#435 4,8-Dimethylnonan 

#436 6-Methyl-2-propylidenhepta-3,5-dienal 

Yu.M1 (7Z)-Hexadecen 

Yu.N (6Z,9Z)-Heptadecadien 

Yu.O1 (8Z)-Heptadecen 

Yu.P1 (9Z)-Octadecen 

Yu.R (9Z)-Nonadecen 
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Deutsche Fassung 

Diese Dissertation widmet sich der Identifizierung und Strukturaufklärung von flüchtigen 

Signalstoffen durch Analyse von Naturextrakten und Synthese von Referenzverbindungen. 

Langkettige Acetogenine wurden als Botenstoffe von Lepidopteren und von einer Erzwespe 

gefunden: (2R)-Butyl-(7Z)-dodecenoat und (2R)-Butyl-(7Z)-tetradecenoat sind Komponenten 

des Sexuallockstoffs von weiblichen Pflaumenmotten, Illiberis rotundata. Die Miniermotte 

Tischeria ekebladella verwendet ein dreikomponentiges Pheromon aus (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-

trien, (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen und (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien. Die Struktur 

des neuen Tetraens wurde durch E/Z-selektive Synthese von acht Doppelbindungspositions-

isomeren aufgeklärt. Bei der Mandelsamenwespe Eurytoma amygdali wurden die als 

Sexualpheromone für Hymenopteren ungewöhnlichen Polyene (6Z,9Z)-Tricosadien, (6Z,9Z)-

Pentacosadien, (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosatrien identifiziert. 

Unverzweigte Spiroacetale wurden als Signalstoffe sowohl bei Insekten als auch bei Pflanzen 

gefunden. (5S,7S)-Conophthorin und Chalcogran dienen als Duftstoffe der Kaffeekirschen von 

Coffea arabica dem spezialisierten Kaffeekirschenbohrer Hypothenemus hampei bei der 

Wirtwahl. Die Täuschblume Ceropegia dolichophylla hingegen imitiert die Pheromone von 

Hymenopteren, um parasitische Fliegen als Bestäuber anzulocken. Im Blütenduft wurden neben 

ebenfalls biologisch aktiven n-Alkenen neun EAD-aktive Spiroacetale identifiziert, darunter die 

neuen Verbindungen 2,8-Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan, 7-Ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro-

[4.5]decan, 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en und 2-Ethyl-8-methyl-1,7-

dioxaspiro[5.6]dodecan. Bockkäfer der Gattung Megacyllene sowie Callisphyris apicicornis 

produzieren ähnliche Düfte offenbar zum Schutz durch chemische Mimikry von Wespen. Bei den 

Käfern wurden acht bekannte Spiroacetale sowie das neue (2E,7E)-2-Methyl-7-propyl-1,6-

dioxaspiro-[4.6]undecan durch Synthese identifiziert. Männchen der Goldrutengallfliege 

Eurosta solidaginis nutzen ein Bouquet aus C9-Spiroacetalen vermutlich als Sexualpheromon. 

Dessen Hauptkomponente, (E,S)-Conophthorin, löst bei der Wirtspflanze, Solidago altissima, ein 

Priming der Abwehrmechanismen aus.    

Pflanzenduftstoffe sind häufig terpenoiden Ursprungs und dienen Herbivoren zur 

Wirtfindung. Der Thujenborkenkäfer, Phloeosinus aubei, nutzt dazu Monoterpenoide seines 

Wirts, Thuja occidentalis. Die Weibchen produzieren (-)-α-Pinen und dessen Oxidationsprodukt 

(-)-Myrtenol als Aggregationspheromon. Spezifische terpenoide Signalstoffe müssen sich von 

ubiquitären pflanzlichen Terpenen unterscheiden. Bei Rüsselkäfern der Gattung Conotrachelus, 

bei Pseudopiazurus obesus und bei Pissodes castaneus wurden (1R,2S)-Grandisol, (1R,2S)-

Grandisal, (1R,2S)-Grandisolsäure und die neuen Naturstoffe (1R,6R)-2,2,6-Trimethyl-3-

oxabicyclo[4.2.0]octan-4-on und (1R,2S,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]-

octan als Sexual- bzw. Aggregationspheromone der Männchen identifiziert. Gynen der 
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Amazonenameise Polyergus breviceps verwenden als Sexualpheromon das mutmaßliche 

Bisnorterpenoid (R)-3-Ethyl-4-methylpentanol in Kombination mit dem Polyketid Methyl-6-

methylsalicylat. Palmlilien (Yucca spp.) produzieren zur Attraktion symbiontischer Bestäuber 

Blütendüfte, die bisher einzigartige Derivate des Tetrakisnorsesquiterpens E-DMNT enthalten. 

Die Strukturen der neuen Naturstoffe (Z,R)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-

furan-2-on, (Z)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol, (Z)- und (E)-Allyliden-6-methylhept-5-enal 

sowie 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon wurden durch Synthese aufgeklärt.  

Der Hefepilz Candida albicans emittiert Farnesol und (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol als 

Allomon gegen mikrobielle Konkurrenten. Bei der Termite Hodotermes mossambicus wurden 

anhand der Massenspektren ein Homoterpenalkohol mit Farnesol-Substruktur und der 

korrespondierende Aldehyd als Komponenten des Sexualpheromons der Männchen vermutet. 

Für beide mussten drei mögliche Strukturisomerenpostulate nach Synthese verworfen werden.  

Für Biotests bei Formosa-Termiten, Coptotermes formosanus, wurden 3-, 11- und 13-

Methylheptacosan enantioselektiv dargestellt. Durch Synthese mehrerer Konfigurations- und 

Stereoisomere wurden die neuen, vermutlich propanogeninen Naturstoffe (2E,4E)-syn,syn-

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien und (2E,4E)- syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-

dien-1-ol als Sexualpheromonkomponenten von Weibchen der parasitoiden Erzwespe 

Trichogramma turkestanica identifiziert.  

Bei Raubwanzen der Gattung Triatoma wurden 2-alkyl-substituierte 4-Ethyl-5-methyl-1,3-

dioxolane als eine neue Klasse flüchtiger Verbindungen bei Insekten identifiziert. Das 

Hauptprodukt in Drüsenextrakten war (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan. Die 

Carbonyl-Komponenten der Acetale sind vermutlich Aminosäure-Derivate. Diese sind als 

Biosynthesebausteine besonders bei Bakterien häufig. Bei dem phytopathogenen Bakterium 

Xanthomonas euvesicatoria wurden homologe Reihen von unverzweigten, iso- und anteiso-

verzweigten Methylketonen und Methylcarbinolen sowie alkyl-substituierte Pyrazine 

identifiziert. 3-Alkyl-2-methoxypyrazine sind für den charakteristischen Geruch von 

Kaffeekirschen verantwortlich. 
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English Version 

This thesis focuses on the identification and structural elucidation of natural organic volatiles 

through the analysis of natural extracts and the synthesis of reference compounds. 

Long-chain acetogenins have been found as pheromones in Lepidoptera and a chalcid wasp: 

(2R)-butyl (7Z)-dodecenoate and (2R)-butyl (7Z)-tetradecenoate are components of the sex 

attractant of the female Plum Moth, Illiberis rotundata. The leaf miner Tischeria ekebladella uses 

a three-component pheromone of (3Z,6Z,9Z)-tricosa-3,6,9-triene, (3Z,6Z,9Z,19Z)-tricosa-

3,6,9,19-tetraene and (3Z,6Z,9Z)-nonacosa-3,6,9-triene. The structure of the novel tetraene was 

elucidated by E/Z-selective synthesis of eight double bond isomers. In the Almond Wasp, 

Eurytoma amygdali, (6Z,9Z)-tricosadiene, (6Z,9Z)-pentacosadiene, (3Z,6Z,9Z)-tricosa-3,6,9-

triene and (3Z,6Z,9Z)-pentacosatriene were identified. These polyenes would be unusual as 

sexual pheromones in Hymenoptera. 

Unbranched spiroacetals have been found as semiochemicals in both insects and plants. 

(5S,7S)-conophthorin and chalcogran from coffee berries of Coffea arabica are used by the 

specialized coffee cherry borer Hypothenemus hampei for host selection. In contrast, the 

deceptive plant Ceropegia dolichophylla mimics Hymenoptera pheromones to attract parasitic 

flies as pollinators. In addition to biologically active n-alkenes, nine EAD-active spiroacetals were 

identified in the floral scent, including the novel compounds 2,8-diethyl-1,7-

dioxaspiro[5.5]undecane, 7-ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decane, 8-methyl-2-propyl-1,7-

dioxaspiro[5.5]undec-3-ene and 2-ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecane. Longhorn 

beetles of the genus Megacyllene and Callisphyris apicicornis produce similar odours, apparently 

for protection by chemical mimicry of wasps. In the beetles, eight known spiroacetals and the 

novel (2E,7E)-2-methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecane were identified by synthesis. 

Males of the Goldenrod Gall Fly, Eurosta solidaginis, probably use a bouquet of C9-spiroacetals as 

a sex pheromone. Its main component, (E,S)-conophthorin, elicits the priming of the chemical 

defense in the host plant Solidago altissima. 

Plant volatiles are often terpenoids and are used by herbivores for host selection. The Cedar 

Bark Beetle, Phloeosinus aubei, uses monoterpenoids from its host, Thuja occidentalis, for this 

purpose. The females produce (-)-α-pinene and its oxidation product (-)-myrtenol as an 

aggregation pheromone. Specific terpenoid semiochemicals must differ from the ubiquitous 

plant terpenes. In weevils of the genus Conotrachelus, in Pseudopiazurus obesus and in Pissodes 

castaneus, (1R,2S)-grandisol and its derivatives (1R,2S)-grandisal, (1R,2S)-grandisoic acid and 

the novel natural products (1R,6R)-2,2,6-trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-one and 

(1R,2S,6R)-2-hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octane were identified as male sex 

and aggregation pheromones, respectively. Gynes of the social parasitic ant Polyergus breviceps 

use a probable bisnorterpenoid, (R)-3-ethyl-4-methylpentanol, in combination with the 
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polyketide methyl-6-methylsalicylate as a sex pheromone. Yucca plants produce floral scents 

containing unique derivatives of the tetrakisnorsesquiterpene E-DMNT to attract symbiotic 

pollinators. The structures of the novel natural products (Z,R)-3-allylidene-5-(2-methylprop-1-

enyl)dihydro-3H-furan-2-one, (Z)-2-allylidene-6-methylhept-5-en-1-ol, (Z)- and (E)-allylidene-6-

methylhept-5-enal and 2-(4-methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enone were elucidated by 

synthesis. 

The human pathogenic yeast Candida albicans emits farnesol and (3R,6E)-2,3-

dihydrofarnesol to suppress microbial competitors. In the termite Hodotermes mossambicus, 

based on the mass spectra, a homoterpene alcohol with farnesol substructure and the 

corresponding aldehyde were postulated to be components of the male sex pheromone. For 

both, three possible structural isomer postulates had to be rejected after synthesis.  

For behavioral tests in Formosa termites, Coptotermes formosanus, 3-, 11- and 13-

methylheptacosane were synthesized enantioselectively. By synthesis of several configurational 

and stereoisomers, the new putative propanogeninic natural products (2E,4E)-syn,syn-4,6,8,10-

tetramethyltrideca-2,4-diene and (2E,4E)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

were identified as sex pheromone components of the females of the parasitoid chalcid wasp 

Trichogramma turkestanica. 

In metasternal glands of Triatoma predatory bugs, 2-alkyl-substituted 4-ethyl-5-methyl-1,3-

dioxolanes were identified as a new class of insect volatiles. The main compound was (4S,5S)-

2,2,4-triethyl-5-methyl-1,3-dioxolane. The carbonyl components of the acetals are probably 

derived from amino acids. These are also widely used as biosynthetic building blocks in bacteria. 

In the phytopathogenic bacterium Xanthomonas euvesicatoria, homologous series of 

unbranched, iso- and anteiso-branched methylketones and methylcarbinols as well as alkyl-

substituted pyrazines have been identified. 3-Alkyl-2-methoxypyrazines are responsible for the 

characteristic scent of coffee berries. 
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A Summarium  

A.1 Zusammenfassung 

Neben optischen, akustischen und mechanischen Reizen nutzen alle Lebewesen chemische 

Signale zur Kommunikation und zur Wahrnehmung ihrer Umwelt. Für Insekten spielen 

chemische Informationen eine zentrale Rolle bei der Suche nach Nahrung und Wirten, bei der 

Fortpflanzung und zur Verteidigung. Die meisten Insekten sind in besonderem Maße auf ein 

Zusammenleben mit bestimmten Pflanzen und symbiontischen Mikroorganismen angewiesen. 

Pflanzen ihrerseits werden häufig nur von (bestimmten) Insekten bestäubt. Die Kenntnis der 

hierbei wirksamen Signalstoffe (Semiochemikalien) ist entscheidend für ein Verständnis sowohl 

von Individualverhalten als auch von intra- und interspezifischen Beziehungen. Die Vielfalt 

chemischer Strukturen und ihre qualitativen und quantitativen Kombinationen zu Duftbouquets 

ermöglichen eindeutige Botschaften in chemischer Sprache. 

Diese Dissertation widmet sich der Identifizierung und der Strukturaufklärung von flüchtigen 

Naturstoffen als chemische Signale bei Insekten, Pflanzen und Mikroorganismen. Naturextrakte 

wurden gaschromatographisch, massenspektrometrisch und NMR-spektroskopisch analysiert. 

Für Inhaltsstoffe mit vermuteter biologischer Aktivität wurden anhand der Analysedaten und 

unter Berücksichtigung ihrer biosynthetischen Plausibilität Strukturvorschläge entwickelt. Diese 

wurden durch chemische Synthese von Referenzverbindungen überprüft. Die meisten der 

untersuchten Arten sind als Schädlinge, Vektoren oder Pathogene von kommerziellem oder 

medizinischem Interesse. Die Aufklärung ihrer chemischen Kommunikation kann eine 

chemoökologische oder biologische Schädlings- und Vektorbekämpfung sowie die Entwicklung 

neuer Wirkstoffe und Medikamente ermöglichen. 

Botenstoffe lassen sich nach ihrer biologischen Funktion klassifizieren oder nach ihrer 

chemischen und biogenetischen Natur einteilen. Letzteres liefert Hinweise für die chemische 

Strukturaufklärung und kann auf biologische Zusammenhänge und phylogenetische 

Verwandtschaften hindeuten. 

Sexuallockstoffe von Schmetterlingsweibchen (Lepidoptera) sind meist unverzweigte, 

langkettige Acetogenine mit terminaler Funktionalität (Typ I) oder Kohlenwasserstoff-Derivate 

mehrfach ungesättigter Fettsäuren (Typ II). Bei der Pflaumenmotte, Illiberis rotundata, wurden 

die bei Lepidopteren neuen homologen inversen Typ-I-Ester (2’R,7Z)-Dodecensäure-2’-

butylester (Ir.A) und (2’R,9Z)-Tetradecensäure-2’-butylester (Ir.B) durch Synthese identifiziert 

und im Biotest als synergistische Komponenten des Sexualpheromons bestätigt. Hingegen nutzt 

die Eichenminiermotte, Tischeria ekebladella, ein Gemisch aus den drei von Linolensäure 

abgeleiteten Polyen-Kohlenwasserstoffen (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.A), (3Z,6Z,9Z,19Z)-

Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.B) und (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien (Te.C). Die ungewöhnliche 

Struktur des neuen Tetraens Te.B mit interner isolierter Doppelbindung wurde durch E/Z-
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selektive Synthese von acht Positionsisomeren (Te.6 bis Te.13) aufgeklärt. Bei Hautflüglern 

(Hymenoptera), besonders bei sozialen Arten, sind Typ-II-Acetogenine als cuticulare 

Erkennungssignale bedeutend. Als Sexualpheromone sind sie selten. Bei Weibchen der 

Mandelsamenwespe, Eurytoma amygdali, wurden jedoch das auch bei T. ekebladella gefundene 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.C = Te.A), dessen Bishomologes (3Z,6Z,9Z)-Pentacosatrien 

(Ea.D) sowie die korrespondierenden (6Z,9Z)-Tricosadien (Ea.A) und (6Z,9Z)-Pentacosadien 

(Ea.B) durch Synthese identifiziert. Die Diene wirken attraktiv auf Männchen. Feldversuche unter 

Einschluss der synthetischen Triene und eine Verifizierung von 3,13-Octadecadienylacetat (Te.E) 

als mögliche fünfte Komponente des Sexualpheromons stehen noch aus.  

Männchen des Speisebohnenkäfers, Acanthoscelides obtectus, verwendet ein Sexualpheromon 

aus sechs synergistischen Komponenten. Vier davon sind Acetogenine: Methyl-(2E,4Z)-2,4-

decadienoat (Ao.B) und n-Octadecanal (Ao.F) sowie die neuen Verbindungen Methyl-(2E,4Z,7Z)-

2,4,7-decatrienoat (Ao.A) und (R)-(-)-Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat (Ao.E). Die absolute 

Konfiguration des Allenesters Ao.E wurde durch enantioselektive GC/MS-Analyse bestimmt. 

Bei Pflanzen kommen ungesättigte acetogenine Kohlenwasserstoffe u.a. als Bestandteile von 

Blütendüften vor, wie bei der Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla, 5- und 6-Tridecen, 6- und 

7-Pentadecen (Cd.L bis Cd.O) sowie 6,9-Pentadecadien (Cd.P). Sie bilden nicht nur die Matrix für 

weitere Duftstoffe, sondern werden auch von Bestäubern wahrgenommen. Im Blütenduft von 

Yucca reverchonii wurden ausschließlich unverzweigte Alkane und Alkene identifiziert. Von 

diesen sind (7Z)-Hexadecen (Yu.M1), (8Z)-Heptadecen (Yu.O1), (9Z)-Octadecen (Yu.P1), (9Z)-

Nonadecen (Yu.R) und (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N) bei der Yucca-Motte Tegeticula cassandra 

EAD-aktiv. Die Doppelbindungskonfigurationen wurden durch gaschromatographischen 

Vergleich mit synthetischen Referenzsubstanzen bestimmt. 

Eine Funktionalisierung entlang der acetogeninen Kette ermöglicht die Cyclisierung zu 

Macroliden, wie (E)-Phoracantholid J (Ch.F) und Phoracantholid I (Ch.E) bei Conotrachelus 

humeropictus, sowie zu Spiroacetalen. Diese sind als Signalstoffe sowohl bei Insekten als auch 

bei Pflanzen und Mikroorganismen bekannt. Als Duftstoffe von Kaffeekirschen (Coffea arabica) 

wurden (E)- und (Z)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Co.A, Conophthorin), (E)- und (Z)-2-

Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonan (Chalcogran, Co.B) und 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.C) 

identifiziert. Sie dienen dem Kaffeekirschenbohrer, Hypothenemus hampei, der Wirtfindung. Die 

absolute Konfiguration der Hauptkomponente (5S,7S)-Conophthorin wurde durch 

enantioselektive GC mit den synthetischen Enantiomeren als Referenz bestimmt. Das 

unsubstituierte Spiroacetal Co.C ist ein neuer Naturstoff. Spiroacetale sind bei vielen stechenden 

Hautflüglern (Aculeata) Bestandteile ihrer Sexual- oder Alarmpheromone. Die Täuschblume, 

Ceropegia dolichophylla, imitiert diese Signale durch ein Gemisch der Spiroacetale Cd.A bis Cd.I 

und Isoamylacetamid Cd.J sowie deren cuticularen Lipide durch die Kohlenwasserstoffe Cd.L bis 

Cd.P, um kleptoparasitische Fliegen als Bestäuber anzulocken. Die absolute Konfiguration der 
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Hauptkomponente (2S,6R,8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.D) wurde 

durch enantioselektive GC mit Hilfe enantiomerenreiner Syntheseprodukte bestimmt. Die 

Verbindungen (E,E)- und (E,Z)-2,8-Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.E), 7-Ethyl-2-propyl-

1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Cd.F), 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en (Cd.G) und 2-

Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan (Cd.I) sind neue Naturstoffe. Spiroacetale sind bei 

Fruchtfliegen (Tephritidae) verbreitete Sexualpheromonkomponenten. Männchen der 

Goldrutengallfliege, Eurosta solidaginis, emittieren ein Gemisch aus C9-Spiroacetalen (Es.A bis 

Es.E) und n-Nonanol (Es.H) als Lockstoff. Hauptkomponente ist (E,S)-Conophthorin (Es.A = Co.A). 

Die synthetische Verbindung löst bei der Wirtspflanze Solidago altissima (Hohe Goldrute) als 

Defence-Primer eine Voraktivierung der chemischen Verteidigungsmechanismen aus. 1,6-

Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.E) ist ein neuer Naturstoff. Männchen und Weibchen der 

aposematisch gefärbten Bockkäfer Megacyllene caryae, M. robiniae und Callisphyris apicicornis 

setzen bei Berührung ein Gemisch der Spiroacetale Mc.A bis Mc.H frei. Die Identifizierung des 

neuen (E,E)-2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro-[4.6]undecan (Mc.H) gelang erst durch 

zusätzliche Synthese von strukturisomerem 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2). Zur 

Perfektionierung ihrer Wespen-Mimikry ahmen die Käfer also vermutlich deren Alarmsignale 

nach. Viele der identifizierten Spiroacetale werden von verschiedenen Arten gemeinsam 

verwendet (Schema 1), jedoch von jeder zu einzigartigen Signalen kombiniert.  

Terpene werden von Pflanzen in großen Mengen und als Wehrstoffe charakteristischer 

Zusammensetzung, z.B. in Form von Baumharzen oder ätherischen Ölen, gegen Fraßinsekten 

und Pathogene eingesetzt, wie von dem Abendländischen Lebensbaum, Thuja occidentalis, u.a. 

die Monoterpenoide Thujon, Thujan-4-ol, Sabinaketon, Terpinen-4-ol, Isopulegon, Fenchon, 

Campher und Borneol (To.A bis To.H). Spezialisierte Herbivore wie der Thujenborkenkäfer, 

Phloeosinus aubei, nutzen diese Duftcharakteristika zur Erkennung ihrer Wirte. Sie können 

einzelne Komponenten in ihr eigenes Kommunikationssystem integrieren oder zu diesem Zweck 

z.B. durch Oxidation modifizieren, wie vermutlich auch die Aggregationspheromonkomponenten 

(1S,5S)-(-)-α-Pinen (Pa.A) und (1R,5S)-(-)-Myrtenol (Pa.B) der Weibchen. Die absolute 

Konfiguration wurde mittels enantioselektiver GC/MS bestimmt und ist entscheidend für die 

Funktion als intra- und mögliches interspezifisches Signal. 

Käfer (Coleoptera) nutzen im Gegensatz zu Lepidopteren Botenstoffe unterschiedlicher 

biosynthetischer Herkunft. Bei dem Kakaofruchtbohrer, C. humeropictus, ist zwar die biologische 

Funktion der Makrolide unbekannt, für die männchenspezifischen Terpenoide (1R,2S)-

Grandisolsäure (Ch.C), (1R,2S)-(+)-Grandisol (Ch.A), (1R,6R)-2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo-

[4.2.0]octan-4-on (Ch.B, Grandisolid) sowie für (2Z)-2-(3,3-Dimethylcyclohexyliden)ethanol 

(Grandlure II, Ch.D) wird aber eine Funktion als Aggregationspheromon postuliert. (1R,2S)-

Grandisol (Pc.B = Ch.A) wurde im Verhältnis 4:6 mit (1R,2S)-(+)-Grandisal (Pc.A) auch als 

Sexualpheromon von Männchen des Kleinen Kiefernkulturrüsslers, Pissodes castaneus, 
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identifiziert. (+)-Grandisal, (+)-Grandisol und Spuren von Grandisolsäure wurden zudem bei 

männlichen Papayabohrern, Pseudopiazurus obesus (= papayanus), gefunden (Po.A, Po.B, Po.D). 

Die Struktur der bisher unbekannten Nebenkomponente Po.C wurde als (1R,2S,6R)-2-

Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan (Papayanol) aufgeklärt. Die 

synthetischen Racemate von Po.A, Po.B und Po.C im natürlichen Mengenverhältnis wirken als 

Aggregationssignal. Bei Guavenrüsselkäfern, Conotrachelus psidii, hingegen wurden als 

männchenspezifische Duftstoffe (1R,2S,6R)-Papayanol (Cp.A = Po.C) als Haupkomponente, 

Grandisolsäure (Cp.B) und Dihydroactinidiolid (Cp.C) identifiziert. Im Biotest wirkt Cp.A 

attraktiv auf beide Geschlechter. Papayanol und Grandisolid sind neue Naturstoffe und 

Cyclisierungsprodukte von Grandisol bzw. Grandisolsäure. Die vier Grandisol-Derivate konnten 

enantioselektiv aus diesem durch biomimetische Synthesen dargestellt und die absoluten 

Konfigurationen der Naturstoffe durch enantioselektive GC/MS aufgeklärt werden. Natürliche 

Grandisolsäure wurde dafür zu Grandisol derivatisiert. Das Ergebnis wurde für Papayanol durch 

Röntgenstrukturanalyse seines Tosylats bestätigt. 

Bei Weibchen der blattlaushyperparasitoiden Schlupfwespe Alloxysta victrix wurden 

(4S,4aR,7S,7aR)- und (4S,4aS,7R,7aS)-Iridomyrmecin (Av.A und Av.B), (4R,4aR,7R,7aS)-

Dihydronepetalacton (Av.C) sowie Actinidin (Av.D) identifiziert. Iridoid-Lactone dienen auch 

den Blattläusen als Sexuallockstoffe und Ameisen als Spur- oder Alarmpheromone. Ihre 

Funktion bei A. victrix in diesem multitrophischen System ist noch unverstanden.  

Bei A. obtectus sind die drei Ester Ao.A, Ao.B und Ao.E, der Aldehyd Ao.F und die 

Sesquiterpene (3Z,6E)- und (3E,6E)-α-Farnesen (Ao.C und Ao.D) essentielle 

Pheromonkomponenten. Farnesol-Derivate sind verbreitete pflanzliche und mikrobielle 

Sekundärmetabolite. Der fakultativ humanpathogene Hefepilz Candida albicans produziert 

(3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (Ca.A), (E,E)- und (EZ/ZE)-Farnesol (Ca.B), (E)-β-Farnesen (Ca.C) 

und (6E)-Nerolidol (Ca.D) als Zytostatika gegen andere Dermatophyten. Zur Bestimmung der 

absoluten Konfiguration von Ca.A und für die Biotests wurden beide Enantiomere durch 

enantioselektive Hydrierung von (E,E)-Farnesol dargestellt. Bei Männchen der Erntetermite 

Hodotermes mossambicus wurden zwei Verbindungen, Hm.A und Hm.B, gefunden, deren 

Massenspektren auf einen offenkettigen Trishomoterpenalkohol und den korrespondierenden 

Aldehyd hindeuteten. Durch Synthese von (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol 

(Hm.1, Trishomodihydrofarnesol), (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2), (E)-

6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-

dienal (Hm.4) und jeweils anschließenden massenspektrometrischen Vergleich wurden diese 

Strukturen ausgeschlossen. Auch die synthetischen (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-

1-ol (Hm.5) und (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6) mit propanogeninem 

Verzweigungsmuster sind nicht identisch mit den Naturstoffen. 
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Spezifität terpenoider Botenstoffe kann durch Cyclisierung, z.B. von ubiquitärem Geraniol zu 

vier- (Grandisol), fünf- (Iridoide) oder sechsgliedrigen Derivaten (Grandlure II), aber auch durch 

Modifikation des Kohlenstoff-Gerüsts erzeugt werden, z.B. durch Aufbau von Homoterpenoiden. 

Die bei A. victrix gefundenen Bisnorterpene Sulcaton (Av.E) und Geranylaceton (Av.F = Xe.J bei 

X. euvesicatoria) entstehen dagegen durch Abbau von Geraniol bzw. Farnesol. 

Dihydroactinidiolid (Cp.C) ist ein Apocarotenoid. Ebenso deutet die Struktur von (R)-(+)-3-

Ethyl-4-methylpentanol (Pb.A) bei der Amazonenameise Polyergus breviceps auf einen 

terpenoiden Ursprung hin. Seine absolute Konfiguration wurde durch enantioselektive 

Synthesen beider Enantiomere aus (+)-Limonen aufgeklärt. Es ist gemeinsam mit dem Polyketid 

6-Methylsalicylsäuremethylester (Pb.B) Sexualpheromon der Gynen. Der Alkohol Pb.A (= Co.E) 

wurde zusammen mit dem korrespondierenden Methyl-3-ethyl-4-methylpentanoat (Co.F), 

Sulcaton (Co.G = Av.E) und dessen Cyclisierungsprodukt Frontalin (Co.D) auch im Duft von 

Coffea arabica gefunden.  

Weitere fünf untersuchte Yucca-Arten produzieren Blütendüfte, die zusätzlich zu den bei 

Y. reverchonii gefundenen acetogeninen Kohlenwasserstoffen Derivate des Nerolidol-

Tetrakisnorsesquiterpens (E)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien (Yu.K) enthalten. Die Strukturen von 

(3(6)Z,5R)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.A, Filamentolid), 

(2(8)Z)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Filamentol, Yu.B), (2(8)Z)- und (2(8)E)-2-Allyliden-

6-methylhept-5-enal (Filamental, Yu.C) und 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon 

(Filamenton, Yu.I) wurden durch unabhängige Synthesen aufgeklärt. Die absolute Konfiguration 

von natürlichem Filamentolid wurde mittels enantioselektiver GC/MS durch Vergleich mit 

beiden synthetischen Enantiomeren bestimmt. Yu.A, Yu.B, Yu.C und Yu.I sind neue Naturstoffe 

und dienen der artspezifischen Attraktion von Yucca-Motten der Gattung Tegeticula als 

Bestäuber. Die Struktur einer weiteren Yucca-spezifischen Verbindung, Yu.D, konnte bisher nicht 

aufgeklärt werden. Nach Falsifizierung mehrerer Hypothesen (s. Schema 1) wurde 6-Methyl-2-

propyliden-hepta-3,5-dienal (#436) als wahrscheinliche Struktur postuliert. 

Nicht-terpenoid Methyl-verzweigte Ketten deuten auf den Einbau von Propionat in 

Acetogenine oder Polyketide hin. Für Verhaltenstests zur Art- und Kastenerkennung bei 

Formosa-Termiten, Coptotermes formosanus, wurden die bekannten cuticularen Lipoide 

3-Methylheptacosan (Cf.A), 11-Methylheptacosan (Cf.B) und 13-Methylheptacosan (Cf.C) sowohl 

(R)- als auch (S)-selektiv dargestellt. Weibchen der parasitoiden Erzwespe Trichogramma 

turkestanica produzieren (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.A) und 

(2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.B) als potentielles 

Sexualpheromon. Die Positionen der Methyl-Verzweigungen wurden durch Synthesen der 

Stereoisomerengemische von Tt.A und Tt.B und zusätzlich von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-

dien (Tt.1), 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) und 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-

dien-1-ol (Tt.2) bestimmt. Die natürliche relative Konfiguration wurde durch stereoselektive 
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Synthesen der (2E,4EZ)-6,8anti-, (2E,4EZ)-syn,anti-, (2E,4EZ)-anti,syn- und (2E,4EZ)-syn,syn-

Isomere von Tt.A und (2E,4EZ)-6,8anti- und (2E,4E)-syn,syn-Isomere von Tt.B und 

anschließenden Vergleich ihrer gaschromatographischen Retentionszeiten ermittelt. Tt.A und 

Tt.B sind neue Naturstoffe mit für Propanogenine typischen Verzweigungsmustern. 

Dagegen ist bei den 1,3-Dioxolanen Ti.A bis Ti.F, die bei den blutsaugenden Raubwanzen 

Triatoma infestans und T. brasiliensis gefunden wurden, eine empirische Zuordnung zu einer 

biogenetischen Klasse unsicher. Die Carbonylkomponenten der Acetale entstammen vermutlich 

dem Aminosäurestoffwechsel. Die natürlichen relativen Konfigurationen von cis- und trans-

2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A), (2RS)-4,5trans-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-

dioxolan (Ti.B), (2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.C), 

(2RS,1´RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.E) und (2RS)-

4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.F) wurden durch 

stereoselektive Acetalisierung und gaschromatographischen Vergleich ermittelt. Die absolute 

Konfiguration des dominierenden Naturstoffs (4S,5S)-Ti.A wurde durch enantioselektive 

Synthesen der Alkoholkomponente, 2,3-Pentandiol, und enantioselektive Gaschromatographie 

mit den enantiomerenreinen Acetalen als Referenzverbindungen bestimmt. Die Dioxolane sind 

neue Naturstoffe und eine neue Klasse flüchtiger Substanzen bei Insekten.  

Derivate der Aminosäuren Leu, Ile und Val dienen Bakterien als Startbausteine zur 

Biosynthese iso- und anteiso-Methyl-verzweigter Acetogenine. Bei dem phytopathogenen 

Bakterium Xanthomonas euvesicatoria wurden unverzweigte (Xe.A und Xe.B) sowie iso- und 

anteiso-Methylketone (Xe.C bzw. Xe.D) und -Methylcarbinole (Xe.E bzw. Xe.F) mit Kettenlängen 

von n = 6 bis 15 Kohlenstoffen und zudem die Acetate und Propionate (Xe.G bis Xe.I) der 

entsprechenden Alkohole 2- und 3-Methylbutanol und Isobutanol identifiziert. Das natürliche 

Bouquet wirkt wachstumshemmend auf konkurrierende Pilze. 7-Methylnonan-2-on (Xe.D9), 9-

Methylundecan-2-on (Xe.D11), 9-Methylundecan-2-ol (Xe.F11) sowie 11- und 12-

Methyltridecan-2-ol (Xe.F13 und Xe.E13) sind neue Naturstoffe. Hingegen sind Aromaten wie β-

Phenylethanol (Xe.N = Ca.E bei C. albicans) oder die bei X. euvesicatoria gefundenen Alkyl-

substituierten Pyrazine (Xe.K bis Xe.M) typische mikrobielle Metabolite. 3-Alkyl-2-methoxy-

substituierte Pyrazine (Co.H bis Co.K), besonders 3-Isopropyl-2-methoxypyrazin (Co.I), sind 

verantwortlich für den charakteristischen Duft der C. arabica-Kaffeekirschen. 

 

 

Schema 1: Identifizierte und synthetisierte Naturstoffe mit Funktion als Signalstoffe sowie 
synthetisierte Strukturpostulate geordnet nach chemischer Struktur und vermutetem 
biogenetischen Ursprung.  
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Schema 1A: Acetogenine Typ II:   
Cd.L: 5-Tridecen;  Cd.M: 6-Tridecen;  Cd.N: 6-Pentadecen;  Cd.O: 7-Pentadecen;  Cd.P: 6,9-
Pentadecadien;  Yu.M1: (7Z)-Hexadecen;  Yu.O1: (8Z)-Heptadecen;  Yu.P1: (9Z)-Octadecen;  Yu.R: 
(9Z)-Nonadecen;  Yu.N: (6Z,9Z)-Heptadecadien;  Ea.A: (6Z,9Z)-Tricosadien;  Ea.B: (6Z,9Z)-
Pentacosadien;  Ea.C = Te.A: (3Z,6Z,9Z)-Tricosatrien;  Ea.D: (3Z,6Z,9Z)-Pentacosatrien;  Te.B: 
(3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen;  Te.C: (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien;   
Te.6: (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen;  Te.7: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen;   
Te.8: (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen;  Te.9: (3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen;  
Te.10: (3Z,6Z,9Z,19E)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen;  Te.11: (3Z,6Z,9Z,18EZ)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen;  
Te.12: (3Z,6Z,9Z,17EZ)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen;  Te.13: (3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen. 
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Schema 1B: Acetogenine Typ I:   
Es.H: n-Nonanol;  Ao.F: n-Octadecanal;  Ea.E: 3,13-Octadecadienylacetat;  Cd.K: Tridecan-2-on;  Xe.A: 
Alkan-2-one;  Xe.B: Alkan-2-ole;  Ir.A: (2R)-Butyl-(7Z)-dodecenoat;  Ir.B: (2R)-Butyl-(7Z)-
tetradecenoat;  Ao.A: Methyl-(2E,4Z,7Z)-2,4,7-decatrienoat;  Ao.B: Methyl-(2E,4Z)-2,4-decadienoat;  
Ao.E: (R)-(-)-Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat. 
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Schema 1C: Cyclische Acetogenine:   
Es.A = Mc.A = Co.A: (5S,7S)-, (5R,7S)- & (5R,7R)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (SE-, SZ-, RE-
Conophthorin);  Es.C = Co.B: (E)- & (Z)-2-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonan (Chalcogran);  Co.C: 1,6-
Dioxaspiro[4.5]decan;  Es.D: 1,7-Dioxaspiro[5.5]undecan (Olean);  Es.E: 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan;  
Es.B = Mc.B: (E)- & (Z)-2-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  Mc.D = Cd.A: (E,E)- & (E,Z)-2,8-Dimethyl-
1,7-dioxaspiro[5.5]undecan;  Mc.F = Cd.B: (E,E)- & (Z,E)-2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  
Cd.C: (E,E)-2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan;  Cd.D: (2S,6R,8S)-(E,E)-, (Z,E)-, (E,Z)- & (Z,Z)-
8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan;  Cd.E: (E,E)- & (E,Z)-2,8-Diethyl-1,7-
dioxaspiro[5.5]undecan;  Cd.F: 7-Ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  Cd.G: 8-Methyl-2-propyl-
1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en;  Cd.H: 2-Ethyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  Cd.I: 2-Ethyl-8-
methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan;  Mc.C: (E,E)- & (Z,E)-2,7-Dimethyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  
Mc.E: (E,E)-, (Z,E)-, (E,Z)- & (Z,Z)-7-Ethyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  Mc.G: (E,E)- & (Z,E)-7-
Butyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan;  Mc.H: 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro-[4.6]undecan;   
Mc.2: 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan;  Ch.F: (Z)-Phoracantholid J;  Ch.E: Phoracantholid I.   
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Schema 1D: Terpenoide:   
Pa.A: (1S,5S)-(-)-α-Pinen;  Pa.B: (1R,5S)-(-)-Myrtenol;  To.A1: α-Thujon;  To.A2: β-Thujon;  To.B1: 
trans-Thujan-4-ol;  To.B2: (-)-cis-4-Thujanol;  To.C: (+)-Sabinaketon;  To.D: (-)- & (+)-Terpinen-4-ol;  
To.E1: cis-Isopulegon;  To.E2: trans-Isopulegon;  To.F: (-)-Fenchon;  To.G: (+)-Campher;  To.H: 
Borneol;  Po.B = Pc.B = Ch.A: (1R,2S)-Grandisol (cis-1-Methyl-2-(prop-1-en-2-
yl)cyclobutyl]ethanol, Grandlure I);  Pc.A = Po.A: (1R,2S)-(+)-Grandisal;  Ch.C = Cp.B = Po.D: (1R,2S)-
Grandisolsäure;  Cp.A = Po.C: (1R,2S,6R)- & (1R,2R,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-
oxabicyclo[4.2.0]octan (Papayanol);  Ch.B: (1R,6R)-2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-
on (Grandisolid);  Ch.D: (2Z)-2-(3,3-Dimethylcyclohexyliden)ethanol (Grandlure II);  Av.A: 
(4S,4aR,7S,7aR)-Iridomyrmecin;  Av.B: (4S,4aS,7R,7aS)-Iridomyrmecin;  Av.C: (4R,4aR,7R,7aS)-
Dihydronepetalacton;  Av.D: Actinidin;  Ca.A: (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol;  Ca.B: (E,E)- & (E,Z/Z,E)-
Farnesol;  Ca.C: (E)-β-Farnesen;  Ca.D: (6E)-Nerolidol;  Ao.C: (3Z,6E)-α-Farnesen;  Ao.D: (3E,6E)-α-
Farnesen. 
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Schema 1E: Norterpenoide:  
Co.G = Av.E: Sulcaton;  Co.D: Frontalin;  Av.F = Xe.J: Geranylaceton;  Yu.K: (E)- & (Z)-4,8-
Dimethylnona-1,3,7-trien (DMNT);  Co.F: Methyl-3-ethyl-4-methylpentanoat;  Co.E, Pb.A = (R)-(+)-, 
Pb.1 = (S)-(-)-3-Ethyl-4-methylpentanol;  Yu.A: (3(6)Z,5R)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-
enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Filamentolid);  Yu.B: (2(8)Z)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-
ol (Filamentol);  Yu.C: (2(8)Z)- & (2(8)E)-2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Filamental);  Yu.I: 2-(4-
Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon (Filamenton);  Yu.6: 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal;  Yu.7: 
2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol;  Yu.8: 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon;  Yu.9: 2-Allyliden-5-
isopropylcyclopentanon;  Yu.10: 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd;  #427: 1,3,3-
Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (Cyclo-DMNT);  #428: 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-
hexahydrobenzofuran;  #429: 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol;  #430: 2,4,4-Trimethyl-3-
vinylcyclohex-2-en-1-on;  #431: 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-yl)methanol;  Cp.C = #432: 
Dihydroactinidiolid (4,4,7a-Trimethyl-5,6,7,7a-tetrahydro-(4H)-benzofuran-2-on);  #433: 6-Methyl-2-
propylheptan-1-ol (Hydro-Filamentol);  #435: 4,8-Dimethylnonan;  #436: 6-Methyl-2-
propylidenhepta-3,5-dienal. 
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Schema 1F: Homoterpenoide, Propanogenine: 
Tt.A: (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien;  Tt.B: (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-
4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol;  Tt.1: (2EZ,4EZ,6RS,8RS)- & (2EZ,4EZ)-6,8anti-2,6,8,12-
Tetramethyltrideca-2,4-dien;  Tt.2: (2E,4EZ)-6,8anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol;  Tt.3: 
(2EZ,4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien;  Tt.5: (2EZ,4EZ,6RS,8RS,10RS)-, 
(2E,4EZ)-6,8anti-, (2E,4EZ)-anti,syn-, (2E,4EZ)-syn,anti- & (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyl-
trideca-2,4-dien;  Tt.6: (2EZ,4EZ,6RS,8RS,10RS)-, (2E,4EZ)-6,8anti- & (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-
Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol. 
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Schema 1G: Polyketide, Aminosäure-Derivate: 
Xe.C: iso-Alkan-2-one;  Xe.D: anteiso-Alkan-2-one;  Xe.E: iso-Alkan-2-ole;  Xe.F: anteiso-Alkan-2-ole;  
Xe.G: Isobutylacetat & -propionat;  Xe.H: 2-Methylbutylacetat & -propionat;  Xe.I: 3-
Methylbutylacetat & -propionat;  Cd.J: Isoamylacetamid;  Pb.B: Methyl-6-methylsalicylat;  Xe.K: 2,5-
Dimethylpyrazin;  Xe.L: 2,3,6-Trimethylpyrazin;  Xe.M: 3,6-Dimethyl-2-(3-methylbutyl)pyrazin;  Co.H: 
3-Methyl-2-methoxypyrazin;  Co.I: 3-Isopropyl-2-methoxypyrazin;  Co.J: 3-Isobutyl-2-
methoxypyrazin;  Co.K: 3-(1-Methylpropyl)-2-methoxypyrazin;  Xe.N = Ca.E: β-Phenylethanol;  Ti.A: 
(4S,5S)-, (4R,5R)- & 4,5cis 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan;  Ti.B: (2RS)-4,5trans-2,4-Diethyl-2,5-
dimethyl-1,3-dioxolan;  Ti.C: (2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan;  Ti.E: 
(2RS,1´RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan;  Ti.F: (2RS)-4,5trans-4-Ethyl-
5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan. 

Schema 1F Fortsetzung: Homoterpenoide, Propanogenine:   
Hm.1: (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol;  Hm.2: (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-9,13-
dienal;  Hm.3: (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol;  Hm.4: (E)-6,10,14-
trimethylpentadeca-2,13-dienal;  Hm.5: (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol;  Hm.6: (E)-
8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dienal;  Cf.A: 3-Methylheptacosan (R- & S-Cf.1);  Cf.B: 11-
Methylheptacosan (R- & S-Cf.2);  Cf.C: 13-Methylheptacosan (R- & S-Cf.3). 
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A.2 Summary 

In addition to optical, acoustic and mechanical stimuli, all living organisms use chemical 

signals to communicate and sense their environment. For insects, chemical information is 

essential for finding food and hosts, for reproduction and for defense. Most insects particularly 

depend on associations with specific plants and symbiotic microorganisms. Plants, in turn, are 

often pollinated only by (specific) insects. Knowledge of the signaling chemicals mediating these 

interactions is crucial for understanding both individual behavior and intra- and interspecific 

relationships. The diversity of chemical structures and their qualitative and quantitative 

combinations in scent bouquets allow unambiguous messages to be conveyed in chemical 

language. 

This thesis focuses on the identification and structural elucidation of natural organic volatiles 

as chemical signals in insects, plants and microorganisms. Natural extracts were analyzed by gas 

chromatography, mass spectrometry and NMR spectroscopy. Based on the analytical data, 

biosynthetically plausible structure proposals were developed for the compounds with 

suspected biological activity. These postulates were verified by chemical synthesis of reference 

compounds. Most of the species studied are of commercial or medical interest as pests, vectors 

or pathogens. The elucidation of their chemical communication can enable chemo-ecological or 

biological pest and vector control, as well as the development of new bioactive principles and 

therapeutics. 

Semiochemicals can be classified according to their biological function or according to their 

chemical structure and biogenetic origin. The latter can provide clues to chemical structure 

elucidation and may indicate biological connections and phylogenetic relationships. 

 

 

 

 

 

 

Schema 1: Identified and synthesized natural products and synthesized structural postulates 
classified by chemical structure and supposed biogenetic origin.  
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Attractants of female butterflies (Lepidoptera) are usually unbranched, long-chain 

acetogenins with terminal functional groups (Type I) or hydrocarbon derivatives of 

polyunsaturated fatty acids (Type II). In the Plum Moth, Illiberis rotundata, the homologous 

inverse Type I esters (2R)-butyl (7Z)-dodecenoate (Ir.A) and (2R)-butyl (7Z)-tetradecenoate 

(Ir.B) were identified by synthesis. Both are novel structures in Lepidoptera, and their activity as 

synergistic sex pheromone compounds has been confirmed in bioassays. In contrast, the Oak 

Leafmining Moth, Tischeria ekebladella, uses a mixture of the three linolenic acid-derived 

polyene hydrocarbons (3Z,6Z,9Z)-tricosa-3,6,9-triene (Te.A), (3Z,6Z,9Z,19Z)-tricosa-3,6,9,19-

tetraene (Te.B) and (3Z,6Z,9Z)-nonacosa-3,6,9-triene (Te.C). The unusual structure of the new 

tetraene Te.B with an internal isolated double bond was elucidated by E/Z-selective synthesis of 

eight positional isomers (Te.6 to Te.13). In Hymenoptera, especially in social species, Type II 

acetogenins are important cuticular recognition signals, but rare as sex pheromones. However, 

in females of the Almond Seed Wasp, Eurytoma amygdali, (3Z,6Z,9Z)-tricosa-3,6,9-triene, also 

present in T. ekebladella (Ea.C = Te.A), the bishomologue (3Z,6Z,9Z)-pentacosatriene (Ea.D) and 

the corresponding (6Z,9Z)-tricosadiene (Ea.A) and (6Z,9Z)-pentacosadiene (Ea.B) were 

identified by chemical synthesis. The dienes are attractive to males. Field trapping tests 

including the synthetic trienes and the verification of 3,13-octadecadienyl acetate (Ea.A) as a 

possible fifth sex pheromone component are pending. 

Males of the Dried Bean Beetle, Acanthoscelides obtectus, produce a sex pheromone consisting 

of six synergistic compounds, four of which are acetogenins: methyl (2E,4Z)-2,4-decadienoate 

(Ao.B), n-octadecanal (Ao.F) and the novel compounds methyl (2E,4Z,7Z)-2,4,7-decatrienoate 

(Ao.A) and (R)-(-)-methyl (2E)-2,4,5-tetradecatrienoate (Ao.E). The absolute configuration of the 

allenyl ester Ao.E was determined by enantioselective GC/MS analysis. 

In plants, unsaturated acetogeninic hydrocarbons are components of floral scents, such as 

from the pitfall flowers of Ceropegia dolichophylla, 5- and 6-tridecene, 6- and 7-pentadecene 

(Cd.L to Cd.O) and 6,9-pentadecadiene (Cd.P). As well as serving as the matrix for other volatiles, 

they are also perceived by the milichiid pollinators. In the floral scent of Yucca reverchonii, only 

unbranched alkanes and alkenes were identified. Of these, (7Z)-hexadecene (Yu.M1), (8Z)-

heptadecene (Yu.O1), (9Z)-octadecene (Yu.P1), (9Z)-nonadecene (Yu.R) and (6Z,9Z)-

heptadecadiene (Yu.N) are EAD-active in the Yucca Moth Tegeticula cassandra. The double bond 

configurations were determined by gas chromatographic comparison with synthetic reference 

compounds. 

Oxidation of the acetogeninic chain enables cyclisations to macrolides such as (E)-

phoracantholide J (Ch.F) and phoracantholide I (Ch.E) in the Cocoa Borer, Conotrachelus 

humeropictus, and also to spiroacetals. The latter are known as signalling chemicals in insects, 

plants and microorganisms. (E)- and (Z)-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decane (Co.A, 

conophthorin), (E)- and (Z)-2-ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonane (chalcogran, Co.B) and 1,6-
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dioxaspiro[4.5]decane (Co.C) have been identified among the volatiles of coffee berries 

(Coffea arabica). They are used by the Coffee Berry Borer, Hypothenemus hampei, for host 

selection. The absolute configuration of the main component (5S,7S)-conophthorin was 

determined by enantioselective GC using the synthetic enantiomers as references. The 

unsubstituted spiroacetal Co.C is a new natural product. Spiroacetals are components of the sex 

or alarm pheromones of many stinging Hymenoptera (Aculeata). The deceptive plant 

Ceropegia dolichophylla mimics these signals by a mixture of the spiroacetals Cd.A to Cd.I and 

isoamyl acetamide Cd.J and their cuticular lipids by the hydrocarbons Cd.L to Cd.P to attract 

kleptoparasitic flies as pollinators. The absolute configuration of the main component 

(2S,6R,8S)-8-methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecane (Cd.D) was determined by 

enantioselective GC using the synthetic enantiomers. The compounds (E,E)- and (E,Z)-2,8-

diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecane (Cd.E), 7-ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decane (Cd.F), 

8-methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-ene (Cd.G) and 2-ethyl-8-methyl-1,7-

dioxaspiro[5.6]dodecane (Cd.I) are new natural products. Spiroacetals are common sex 

pheromone compounds of fruit flies (Tephritidae). Males of the Goldenrod Gall Fly, 

Eurosta solidaginis, emit a mixture of C9 spiroacetals (Es.A to Es.E) and n-nonanol (Es.A) as 

attractants. The major component is (E,S)-conophthorin (Es.A = Co.A). The synthetic compound 

elicits a priming response of the chemical defense mechanisms of the host plant, Solidago 

altissima (goldenrod). 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecane (Es.E) is a new natural compound. Males and 

females of the aposematic longhorn beetles Megacyllene caryae, M. robiniae and Callisphyris 

apicicornis release a mixture of the spiroacetals Mc.A to Mc.H when disturbed. The identification 

of the novel (2E,7E)-2-methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecane (Mc.H) was achieved by 

additional synthesis of its structural isomer 8-propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecane (Mc.2). To 

perfect their wasp mimicry, the beetles probably imitate their alarm signals. Many of the 

identified spiroacetals are shared by different species (Schema 1), but each combines them into 

unique signals.  

Terpenes are produced by plants in large quantities and are used as defensive mixtures of 

characteristic composition, e.g. resins or essential oils, against feeding insects and pathogens, 

such as the monoterpenoids thujone, thujan-4-ol, sabinaketone, terpinen-4-ol, isopulegone, 

fenchone, camphor and borneol (To.A to To.H) from the American arborvitae, Thuja occidentalis. 

Herbivore specialists such as the Mediterranean Cedar Bark Beetle, Phloeosinus aubei, use these 

scent profiles to identify their hosts. They can integrate specific host volatiles or their 

derivatives into their own communication system, as probably the aggregation pheromone 

components (1S,5S)-(-)-α-pinene (Pb.A) and its oxidation product (1R,5S)-(-)-myrtenol (Pb.B) 

from P. aubei females. The absolute configuration was determined by enantioselective GC/MS 

and is critical for its role as an intra- and possibly interspecific signal.  
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In contrast to Lepidoptera, beetles (Coleoptera) use pheromones of different biosynthetic 

origin. In C. humeropictus, although the biological function of the macrolides is still unknown, the 

male-specific terpenoids (1R,2S)-grandisoic acid (Ch.C), (1R,2S)-(+)-grandisol (Ch.A), (1R,6R)-

2,2,6-trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-one (Ch.B, grandisolide) and (2Z)-2-(3,3-

dimethylcyclohexylidene)ethanol (grandlure II, Ch.D) are postulated compounds of the 

aggregation pheromone. (1R,2S)-Grandisol (Pc.B = Ch.A) and (1R,2S)-(+)-Grandisal (Pc.A) in a 

ratio of 4:6 were also identified as the male sex pheromone of the Banded Pine Weevil, Pissodes 

castaneus. (+)-Grandisal, (+)-grandisol and traces of grandisoic acid were also found in the scent 

of male Papaya Borers, Pseudopiazurus obesus (= papayanus) (Po.A, Po.B, Po.D). The structure of 

a previously unknown minor component, Po.C, was elucidated as (1R,2S,6R)-2-hydroxymethyl-

2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octane (papayanol). The synthetic racemates of Po.A, Po.B and 

Po.C in their natural ratio act as an aggregation signal. In the Guava Weevil, Conotrachelus psidii, 

(1R,2S,6R)-papayanol (Cp.A = Po.C) is the main compound of male-specific volatiles, along with 

grandisoic acid (Cp.B) and dihydroactinidiolide (Cp.C). In bioassays, Cp.A was attractive to both 

sexes. Papayanol and grandisolide are novel natural compounds and cyclization products of 

grandisol and grandisoic acid, respectively. The four grandisol derivatives were 

enantioselectively synthesized from grandisol in a biomimetic approach. The absolute 

configurations of the natural products were elucidated by enantioselective GC/MS. Previously, 

natural grandisoic acid was derivatized to grandisol. For papayanol, the result was confirmed by 

X-ray structure analysis of its tosylate.  

In females of the aphid-hyperparasitoid wasp Alloxysta victrix, (4S,4aR,7S,7aR)- and 

(4S,4aS,7R,7aS)-iridomyrmecin (Av.A and Av.B), (4R,4aR,7R,7aS)-dihydronepetalactone (Av.C) 

and actinidin (Av.D) have been identified. Iridoid lactones also serve as sexual attractants for 

aphids and as trail or alarm pheromones for ants. Their biological significance for A. victrix in 

this multitrophic system is not yet understood. 

In A. obtectus, the three esters Ao.A, Ao.B and Ao.E, the aldehyde Ao.F and the sesquiterpenes 

(3Z,6E)- and (3E,6E)-α-farnesene (Ao.C and Ao.D) are essential sex pheromone components. 

Farnesol derivatives are common plant and microbial secondary metabolites. The facultative 

human pathogenic yeast Candida albicans produces (3R,6E)-2,3-dihydrofarnesol (Ca.A), (E,E)- 

and (EZ/ZE)-farnesol (Ca.B), (E)-β-farnesene (Ca.C) and (6E)-nerolidol (Ca.D) as cytostatic 

agents against other dermatophytes. To determine the absolute configuration of Ca.A and for the 

bioassays, both enantiomers were prepared by enantioselective hydrogenation of (E,E)-farnesol. 

In males of the harvester termite Hodotermes mossambicus, the mass spectra of two male-

specific compounds, Hm.A and Hm.B, indicated an open-chain trishomoterpene alcohol and the 

corresponding aldehyde. By synthesis of (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1, 

trishomodihydrofarnesol), (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2), (E)-6,10,14-

trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) and (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dienal 



A Summarium 

 

68 

(Hm.4) and subsequent mass spectrometric comparison, these structures were excluded. 

Similarly, the synthetic (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) and (E)-8,10,14-

trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6), which show a propanogeninic branching pattern, are 

not identical to the natural products. 

The specificity of terpenoid semiochemicals can be generated by cyclization, e.g. of ubiquitous 

geraniol to four- (grandisol), five- (iridoids) or six-membered (grandlure II) cyclic derivatives, 

but also by modification of the carbon skeleton, e.g. by the formation of homoterpenoids. 

However, sulcaton (Av.E) and geranylacetone (Av.F = Xe.J in X. euvesicatoria) found in A. victrix 

are bisnorterpenes formed by the degradation of geraniol and farnesol, respectively. And 

dihydroactinidiolide (Cp.C) is derived from a carotenoid. Similarly, the structure of (R)-(+)-3-

ethyl-4-methylpentanol (Pb.A) in the slave-making ant Polyergus breviceps suggests a terpenoid 

origin. Its absolute configuration was elucidated by enantioselective syntheses of both 

enantiomers from (+)-limonene. Together with the polyketide methyl 6-methylsalicylate (Pb.B), 

it is the sex pheromone of the gynes. The alcohol Pb.A (= Co.E) and the corresponding methyl 3-

ethyl-4-methylpentanoate (Co.F), sulcaton (Co.G = Av.E) and its cyclization product frontalin 

(Co.D) were also found in the scent of Coffea arabica berries.  

Another five Yucca species studied in this thesis produce floral scents that contain derivatives 

of the nerolidol tetrakisnorsesquiterpene (E)-4,8-dimethylnona-1,3,7-triene (Yu.K) in addition to 

the acetogeninic hydrocarbons found in Y. reverchonii. The structures of (3(6)Z,5R)-3-allylidene-

5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-one (Yu.A, filamentolide), (2(8)Z)-2-allylidene-6-

methylhept-5-en-1-ol (filamentol, Yu.B), (2(8)Z)- and (2(8)E)-2-allylidene-6-methylhept-5-enal 

(filamental, Yu.C), and 2-(4-methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enone (filamentone, Yu.I) were 

elucidated by independent syntheses. The absolute configuration of natural filamentolide was 

determined by enantioselective GC/MS by comparing with both synthetic enantiomers. Yu.A, 

Yu.B, Yu.C and Yu.I are novel natural products and are used for species-specific attraction of 

yucca moths of the genus Tegeticula as pollinators. The structure of another Yucca-specific 

compound, Yu.D, has not yet been elucidated. After the falsification of several hypotheses (see 

Schema 1), 6-methyl-2-propylidene-hepta-3,5-dienal (#436) was postulated as the probable 

structure. 

Non-terpenoid methyl-branched chains may result from the incorporation of propionate into 

acetogenins or polyketides. For species and caste recognition bioassays, 3-methylheptacosane 

(Cf.A), 11-methylheptacosane (Cf.B) and 13-methylheptacosane (Cf.C), known to be cuticular 

lipids of the Formosan termite Coptotermes formosanus, were synthesized both (R)- and (S)-

enantioselectively. Females of the parasitoid chalcid wasp Trichogramma turkestanica produce 

(2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene (Tt.A) and (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-

4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene-1-ol (Tt.B) as the potential sex pheromone. The positions 

of the methyl groups were determined by synthesizing stereoisomeric mixtures of Tt.A and Tt.B 
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and additionally of 2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-diene (Tt.1), 2,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-

diene (Tt.3) and 2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-diene-1-ol (Tt.2). The relative configuration of 

the natural product was determined by stereoselective syntheses of the (2E,4EZ)-6,8anti-, 

(2E,4EZ)-syn,anti-, (2E,4EZ)-anti,syn- and (2E,4EZ)-syn,syn-isomers of Tt.A and (2E,4EZ)-6,8anti- 

and (2E,4E)-syn,syn-isomers of Tt.B and subsequent comparison of their gas chromatographic 

retention times. Tt.A and Tt.A are novel natural products with a branching pattern typical for 

propanogenins. 

In contrast, the assignment of the 1,3-dioxolanes Ti.A to Ti.F found in the blood-sucking bugs 

Triatoma infestans and T. brasiliensis to a biogenetic class is unclear. The carbonyl components 

of the acetals probably originate from amino acid metabolism. The natural relative 

configurations of cis- and trans-2,2,4-triethyl-5-methyl-1,3-dioxolane (Ti.A), (2RS)-4,5trans-2,4-

diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolane (Ti.B), (2RS)-4,5trans-4-ethyl-5-methyl-2-(1'-methylethyl)-

1,3-dioxolane (Ti.C), (2RS,1'RS)-4,5trans-4-ethyl-5-methyl-2-(1'-methylpropyl)-1,3-dioxolane 

(Ti.E) and (2RS)-4,5trans-4-ethyl-5-methyl-2-(2'-methylpropyl)-1,3-dioxolane (Ti.F) were 

determined by stereoselective acetalization and gas chromatographic comparison. The absolute 

configuration of the dominant natural product (4S,5S)-Ti.A was determined by enantioselective 

syntheses of the alcohol component, 2,3-pentanediol, and enantioselective gas chromatography 

using the enantiomerically pure acetals as reference. The dioxolanes are novel natural products 

and a new class of insect volatiles. 

Derivatives of the amino acids Leu, Ile and Val are used by bacteria as starters for the 

biosynthesis of iso- and anteiso-methyl-branched acetogenins. In the phytopathogenic bacterium 

Xanthomonas euvesicatoria, unbranched (Xe.A and Xe.B) as well as iso- and anteiso-

methylketones (Xe.C and Xe.D) and -methylcarbinols (Xe.E and Xe.F) with chain lengths of n = 6 

to 15 carbons were identified by synthesis of reference compounds. In addition, the acetates and 

propionates (Xe.G to Xe.I) of the corresponding alcohols 2- and 3-methylbutanol and isobutanol 

were found. The natural bouquet has been shown to inhibit the growth of competing fungi. 7-

Methylnonan-2-one (Xe.D9), 9-methylundecan-2-one (Xe.D11), 9-methylundecan-2-ol (Xe.F11) 

and 11- and 12-methyltridecan-2-ol (Xe.F13 and Xe.E13) are new natural products. In contrast, 

aromatic compounds such as β-phenylethanol (Xe.N = Ca.E in C. albicans) or the alkyl-

substituted pyrazines (Xe.K to Xe.M) from X. euvesicatoria are typical microbial metabolites. 3-

alkyl-2-methoxy-substituted pyrazines (Co.H to Co.K), especially 3-isopropyl-2-methoxypyrazine 

(Co.I), are responsible for the characteristic odor of coffee berries from C. arabica. 



A Summarium 

 

70 



Einleitung B 

 

71 

B Einleitung  

B.1 Chemische Ökologie 

Alle Lebewesen mutzen zur Wahrnehmung ihrer Umwelt, zu deren Beeinflussung und zum 

Informationsaustausch neben optischen, akustischen, mechanischen und thermischen 

[KAIB et al. 2003; LÓPEZ-LARREA 2012] auch gustatorische und olfaktorische Reize [REGNIER &  

LAW 1968]. Chemische Signale sind der evolutionsbiologisch älteste und für viele Spezies 

wichtigste Kommunikationskanal [LEVINSON 1972; ACHE & YOUNG 2005; FRANCKE 2013; 

ROMEO 2015]. Die Sinne zur Rezeption und die Fähigkeiten zur Emission von Nachrichten sind 

bei verschiedenen Spezies sehr unterschiedlich ausgeprägt und an ihre Lebensweise abgepasst 

[BYERS 2006]:  

Pflanzen [PATRA 2012] (s. Yucca spp., Ceropegia 

dolichophylla), Pilze (s. Candida albicans) oder Bakterien 

[CHHABRA et al. 2005] (s. Xanthomonas euvesicatoria) 

erschließen ihren Lebensraum überwiegend durch 

chemische Wechselwirkungen [GERSHENZON & DUDAREVA 

2007]: Mikroorganismen ändern ihre (pathogenen) 

Eigenschaften als Reaktion auf artfremde und -eigene 

Signalstoffe. Pflanzen nutzen chemische Substanzen zum 

Anlocken von Bestäubern oder zur Verteidigung gegen 

Fraßfeinde. Das Lebensmedium von Wasserorganismen 

erfordert einen intensiven chemischen Schutz, es 

begünstigt aber auch die Verbreitung von Botenstoffen 

[POHNERT 2004; MOORE 2006; PAUL et al. 2006]. Bei vielen 

höheren Lebewesen hingegen spielen visuelle und 

auditive Sinne sowie kognitive Leistungen gewichtigere 

Rollen. Dennoch ist die olfaktorische Wahrnehmung selbst für Säuger essentiell [AXEL 2005; 

BUCK 2005]. 6 Zwar ist bei ihnen Reviermarkierung weit verbreitet [GOSLING & ROBERTS 2001], 

Sexuallockstoffe sind jedoch nur bei wenigen Spezies bekannt [DULAC & TORELLO 2003; 

BURGER 2005]. Interessanterweise nutzen z.B. Elefanten oder Mäuse Verbindungen, die auch als 

Signalstoffe bei Insekten oder Pflanzen identifiziert wurden (s. C. albicans; Coffea arabica; 

Megacyllene robiniae). Beim Menschen sind chemische Stimuli wenig verstanden 

[HATT 2004, 2009], was zum einen experimentelle Ursachen hat. Zum anderen ist Verhalten 

meist eine Reaktion auf verschiedene Reize und wird durch assoziatives Lernen beeinflusst 

[ATZMÜLLER & GRAMMER 2000; LEGRUM 2011]. 1 2  

                                                           

1  Verweise auf in dieser Arbeit behandelte Arten: Genus spezies. 

2  Nummerierung  Literaturbekannter Verbindungen: L-00 

Abb. 1: Tagschmetterlinge, Aglais io (A), 
Vanessa atalanta (B) [AT 2014, 2024]. 

A 

B 
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Bei Insekten sind entsprechend der Vielfalt 

von Gestalt und Lebensweise ihre visuellen, 

auditiven, thermischen und taktilen Sinne sehr 

unterschiedlich entwickelt [BUSCHINGER 2003]. 

Optische Auslösereize spielen eine Rolle bei der 

Suche von Nahrung (z.B. Blütenfarbstoffe) oder 

von Wirten [ILSE 1928, WEISS 1995, WEISS & 

PAPAJ 2003; SCHARSTEIN & STOMMEL 2003] (s. 

Hypothenemus hampei), bei der Erkennung von 

Sexualpartnern (z.B. Leuchtkäfer oder Tagfalter, 

Abb. 1) [BUCK & BUCK 1968; KARLSON & SCHNEIDER 

1973; BOPPRÉ 1991] oder als Warnzeichen 

(Abb. 2) [PORCAR et al. 1996; MORGAN 2004] (s. 

Cerambycidae). Akustische Signale (Stridulations-Geräusche) dienen der sexuellen Attraktion 

sowie der Abschreckung von Feinden oder Konkurrenten, z.B. bei Heuschrecken (Abb. 3), bei 

Schnabelkerfen [VIRANT-DOBERLET & ČOKL 2004] (s. Triatoma infestans), Schmetterlingen 

[CONNER 1987] oder Käfern (s. Phloeosinus aubei und Conotrachelus psidii) [DETTNER & 

PETERS 2003]. Mechanorezeption ist fundamental für die Wahrnehmung von Strukturen und 

bildet einen Teil des Kommunikationssystems von Insektengemeinschaften (s. Polyergus 

breviceps). Erschütterungen erzeugen meist eine Alarmierung, helfen aber auch beim Erkennen 

von Beute [RÖMER 2003; COCROFT & RODRÍGUEZ 2005]. Viele Parasiten von Warmblütern 

(T. infestans) nutzen thermische Reize zur Wirtfindung [SCHMITZ et al. 2002; STABENTHEINER & 

RÖMER 2003].  

Alle Insekten besitzen hoch spezialisierte 

chemische Sinne, deren Bedeutung in der 

Regel die der anderen übersteigt. Duft- und 

Geschmacksstoffe bieten chemische 

Orientierung in weiträumigen Habitaten 

und dienen der Lokalisierung von Nahrung, 

Sexualpartnern sowie Orten für 

Fortpflanzung und Entwicklung [LANDOLT &  

PHILLIPS 1997]. Sie steuern Reproduktion 

und Sozialverhalten und sind entscheidend 

im Wettbewerb um Ressourcen und 

Lebensraum. Eusoziale Insekten sichern auf chemischem Weg die Funktionsfähigkeit der 

Gemeinschaft und steuern die Individualentwicklung (P. breviceps). Als kleine Tiere haben 

Insekten in erster Linie chemische Verteidigungsstrategien entwickelt (s. Megacyllene spp.; 

T. infestans) [BYERS 2006; SYMONDS & ELGAR 2008].   

Abb. 2: Aposematisch gefärbte Gemeine 
Feuerwanze, Pyrrhocoris apterus,  
A: Imago, B: Nymphe; Foto: [AT 2015]. 

Abb. 3: Grünes Heupferd (Tettigonia viridissima), 
Weibchen, Maßstab: 5 cm; Foto: [AT 2021]. 
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Die chemische Ökologie untersucht die chemische Struktur und Biochemie sowie die 

biologische Funktion und ökologische Bedeutung von Naturstoffen, welche Interaktionen 

zwischen Individuen vermitteln. Insekten sind diesbezüglich die am besten erforschte Klasse 

von Lebewesen [BOPPRÉ 1991; JACKSON & MORGAN 1993; ANON. 2001; METCALF 1998; WORTMAN-

WUNDER & VIVANCO 2011b; ROMEO 2015] (s. E.4).   

B.1.1 Chemische Kommunikation 

Botenstoffe unterteilt man einem Vorschlag von LAW & REGIER [1971] folgend in Hormone 

(griech. ὁρμᾶν, hormān: erregen) zur Signalvermittlung im Körperinneren und in 

Semiochemikalien (σημεῖον, semeion: Zeichen), die der Wechselwirkung mit der Umwelt dienen. 

Zur Klassifizierung letzterer hat sich eine empirische Terminologie durchgesetzt. Sie richtet sich  

• nach der biologischen Quelle, 

• nach dem taxonomischen Verhältnis zwischen Sender und Empfänger, 

• nach dem Nutzen oder Schaden für beide und  

• unterscheidet physiologische und ethologische Reaktionen.  

Semiochemikalien werden danach in Pheromone (φέρειν: überbringen) [KARLSON & 

LÜSCHER 1959a,b; SHOREY 1976] mit intraspezifischer Funktion und interspezifisch wirkenden 

Allelochemikalien (ἄλλος: der andere) [SONDHEIMER & SIMEONE 1970; WHITTAKER & FEENY 1971] 

eingeteilt. Apneumone abiotischen Ursprungs (α πνεῦμα: ohne Atem) transportieren eine für 

den Empfänger vorteilhafte Information, unabhängig von Aktivität oder chemischen Emissionen 

anderer Organismen, während Necromone [ROLLO et al. 1994] oder „death-recognition signals“ 

toter Lebewesen necrophorisches Verhalten auslösen können [CHOE et al. 2009]. Innerhalb der 

Gruppe der Allelochemikalien unterscheidet man Kairomone (καιρός: günstiger Moment) mit für 

den Empfänger positivem Informationsinhalt, Allomone, durch die sich der Sender einen Nutzen 

verschafft, und für beide Partner der Wechselbeziehung vorteilhafte Synomone (σύν: 

zusammen) [NORDLUND & Lewis 1976; DICKE & SABELIS 1988] (Graphik 1).   

Graphik 1: Empirische Unterteilung von Semiochemikalien. 
 

Semiochemikalien 

Allelochemikalien Pheromone Apneumone Necromone 
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Die meisten der bekannten flüchtigen Pheromone oder Allelochemikalien lösen beim 

Empfänger über das zentrale Nervensystem eine sofortige und temporäre, ethologische 

Reaktion aus. Diese werden als Releaser bezeichnet. Hingegen beeinflussen sogenannte Primer 

den Stoffwechsel, das endokrine System oder die Genaktivität und bewirken dadurch (langsam) 

eine permanente physiologische oder organische Veränderung [WILSON 1963]. 

Chemische Kommunikation erfordert vom Sender die Produktion (Biosynthese, E.3, endokrine 

oder neuronale Regulation, Anh.G.1.2, und ggf. Speicherung) sowie die situationsbedingte 

Emission (Anh.G.1.1) von Botenstoffen. Beim Empfänger können diese nur dann eine Wirkung 

entfalten, wenn er über angepasste Rezeptionsorgane verfügt und zur Interpretation in der Lage 

ist (Anh.G.2). Die chemischen Strukturen und Eigenschaften der verwendeten Signalstoffe 

werden durch diese Fähigkeiten, durch die jeweilige biologische Funktion sowie durch die Form 

der Signalübertragung bedingt (s. E.3).  

B.1.2 Historische Entwicklung 

Mit wenigen Ausnahmen, z.B. Honig- oder Seidengewinnung, wurden Insekten bis zum 

Beginn der Neuzeit lediglich als „Plagen“ (Parasiten, Krankheitsüberträger und Schädlinge) 

eingestuft. Naturstoffe fanden in giftigen, heilenden und psychoaktiven Extrakte und Duftstoffe 

als Parfüme eine Anwendung [JACOBSON 1982; LEVINSON & LEVINSON 2001, 2008; LEGRUM 2011]. 

Schema 2: Methyleugenol (L-1): häufiger Bestandteil pflanzlicher ätherischer Öle;   Bombykol (L-2) und 
Bombykal (L-3): Sexuallockstoffe von Bombyx mori-♀♀;   (9EZ)-Tetradecenylacetat (L-4): bes. bei 
Schmetterlingen verbreitete Lockstoffkomponente [BYERS 2006] (s. bei I. rotundata; T. turkestanica 
und E.3.1);   exo-Brevicomin (L-5): Signal zur Wirtkolonisierung mehrerer Borkenkäferarten 
[VITÉ 1978; PURESWARAN et al. 2004; SULLIVAN et al. 2007]. 

Zwar dokumentierte THEOPHRAST um 300 v. Chr. unterschiedlichen Befall verschieden saurer 

Früchte durch „Würmer“, doch erst 1609 interpretierte Charles BUTLER die Beobachtung von 

Massenangriffen nach dem Stich einer einzelnen Honigbiene (Apis mellifera) als Indiz für die 

Existenz verhaltensbeeinflussender chemischer Signale bei Insekten (s. Alarmpheromon L-13, 

E.1). Als erster isolierte John RAY 1671 Ameisensäure durch Destillation aus Roten Waldameisen 

(Formica rufa) [MACCONNELL & SILVERSTEIN 1973; KAIB 2003; MORGAN 2004].   
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In den 1870er Jahren untersuchte Jean-Henri FABRE 

die Tatsache, dass Schmetterlingsweibchen (z.B. Aglais io, 

Abb. 1) sich nach dem Schlüpfen an einem exponierten 

Ort niederlassen, wo sie binnen Kurzem von Männchen 

ihrer Art angeflogen werden. FABRE und August FOREL 

beobachteten beim Großen bzw. beim Mittleren 

Nachtpfauenauge (Saturnia pyri bzw. S. caprini), dass 

selbst der Käfig eines in Gefangenschaft geschlüpften 

Weibchens noch attraktiv auf Männchen wirkte. Dies veranlasste FABRE zu der Annahme eines 

vom Weibchen abgegebenen Sexuallockstoffs [Fabre 1900, 1906; FOREL 1910; SCHNEIDER 1992]. 

Joseph Albert LINTNER vermutete [1882] bei Nordamerikanischen Seidenmotten (Callosamia 

promethea) sexuelle Anziehung durch weitreichende chemische Stoffe und schlug deren 

Imitation zur Schädlingsbekämpfung vor. Gustav HAUSER [1880] konnte zeigen, dass die 

Riechorgane bei Schmetterlingen auf den Antennen lokalisiert sind.  

Als erste chemische Substanz mit verhaltensmodifizierender Wirkung identifizierte Frank M. 

HOWLETT [1915] Methyleugenol (L-1, Schema 2) aus Zitronengras (Cymbopogon nardus) als 

pflanzliches Phagostimulanz, das Orientalische Fruchtfliegen (Bactrocera dorsalis) anlockt (s.a. 

E.4.5). Um dem Phänomen der sexuellen chemischen Attraktion auf den Grund zu gehen, 

untersuchte Adolf BUTENANDT 3 in den 1940er Jahren die flugunfähige Kulturform des 

Maulbeerseidenspinners, Bombyx mori L. 1758. In Extrakten von ca. 500.000 Hinterleibsdrüsen 

virginer Weibchen konnte nach zwanzigjähriger Arbeit (10E,12Z)-Hexdecadien-1-ol (Bombykol) 

(L-2) als erster Sexuallockstoff identifiziert werden. Er initiiert eine Aufwindwanderung der 

Männchen [BUTENANDT et al. 1959, 1961]. Seither wurde die Chemie der Botenstoffe vor allem bei 

Insekten aufgeklärt. Wendell L. ROELOFS und Andre COMEAU beschrieben [1969] als erste die 

reproduktive Isolation zweier eng verwandter Palpenmottenarten (Gelechiidae) auf Basis der 

geometrischen Isomere von 9-Tetradecenylacetat (L-4). In den späten 1960er Jahren 

identifizierten Robert M. SILVERSTEIN et al. [1966, 1968] u.a. mit exo-Brevicomin (L-5) bei 

Borkenkäfern (Dentroctonus brevicomis) erstmals chirale Botenstoffe [MORI 1989]. Es zeigte sich, 

dass Insekten zudem häufig Mehrkomponentengemische zur Kommunikation verwenden 

[CARDÉ et al. 1977], beispielsweise ist bei B. mori Bombykal (L-3, 10E,12Z-Hexdecadienal) eine für 

die Lockwirkung essentielle Nebenkomponente [KASANG et al. 1978].  4 

                                                           

3  Nobelpreis für Chemie 1939: Adolf BUTENANDT (1903–1995) D „für seine Arbeiten über Sexualhormone“, 
zusammen mit L. RŮŽIČKA. 
s.a. PROCTOR [2000]. 

4  Nobelpreis für Physiologie oder Medizin 2004: Richard AXEL (* 1946) USA & Linda B. BUCK (* 1947) USA „für 
die Erforschung der Riechrezeptoren und der Organisation des olfaktorischen Systems“. 
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B.2 Hintergrund 

Insekten sind biologische Schlüsselorganismen und häufig in gegenseitiger Abhängigkeit mit 

bestimmten Pflanzen, anderen Insekten oder Mikroorganismen verbunden [COLLEN et al. 2012] (s. 

E.4.7 und E.4.8). Zusammen bilden diese die Basis aller Nahrungsketten. Insekten haben eine 

essentielle Funktion als Bestäuber (bes. Hymenoptera und Diptera: s. C. dolichophylla und 

C. arabica), als populationsbegrenzende Antagonisten (Hymenoptera: T. turkastanica, A. victrix) 

und als Verwerter organischen Materials (z.B. Cerambycidae und Scolytinae, z.B. P. aubei). Sie 

sind in vieler Hinsicht für den Menschen bedeutend und seinem Einfluss ausgesetzt. 

Globale Erwärmung, Vernichtung von 

Lebensräumen und Umweltverschmutzung 

zerstören natürliche Gleichgewichte und 

verursachen einen drastischen Rückgang der 

Biodiversität [CHAPIN et al. 2000; BAILLIE et al.  

2004; MA 2005a; HICKLING et al. 2006; BUTCHART 

et al. 2010; IPCC 2014a,b; ELD 2015; IUCN 

2022]. Dies fördert die Ausbreitung 

anpassungsfähiger nativer und die Etablierung 

invasiver Generalisten, z.B. Indisches 

Springkraut (Abb. 4) [BEERLING & PERRINS 1993; 

KLEIJN & RAEMAKERS 2008] oder Goldruten (Solidago spp.), Mosquitos (s. E.4.5) oder Rüsselkäfer 

(s. Pissodes castaneus; Phloeosinus aubei). Die Summe der Stressoren vermindert die 

Widerstands- und Konkurrenzfähigkeit von entopischen Wildpflanzen und Nutzinsekten und 

erhöht ihre Anfälligkeit für Pathogene (X. euvesicatoria) oder Parasiten (P. aubei) [WITZGALL 

 et al. 2010]. Besonders betroffen sind höher trophische Insekten (A. victrix) und Spezialisten 

[BENGTSSON et al. 2005] sowie Bestäuber (s. Tegeticula yuccasella) [POTTS et al. 2010] und soziale 

Insekten [JOHNSON 2010; NEUMANN & CARRECK 2010]. Gleichzeitig sind auch viele Nutzpflanzen 

nicht entopisch (z.B. Coffea spp. in Südamerika) und viele moderne Kultursorten durch Zucht 

von Wehrstoffen (s. E.4.7) gegen Schädlinge oder Krankheitserreger befreit [WILLIAMS et al. 1980; 

CHEN et al. 2005]. Zusätzlich begünstigt die von Monokulturen dominierte, moderne Land- und -

forstwirtschaft spezialisierte Phytophage, während der Lebensraum für arthropode Nützlinge 

schwindet (Entomophage wie Ameisen, s. P. breviceps, oder parasitoide Hymenopteren, s. 

T. turkestanica, A. victrix) [JACOBSON 1982; WAY & VAN EMDEN 2000].   

Seit den 1950er hat sich die Menge ausgebrachter Agrochemikalien vervielfacht 

[SCHWAB 2000; DETTNER & ZWÖLFER 2003; VAN DRIESCHE & HODDLE 2003]. Zwar wurde so der 

durchschnittliche Ertrag trotz schwindender Nutzflächen etwa verdoppelt, der relative Verlust 

durch Agrarschädlinge blieb jedoch konstant [ROSENZWEIG et al. 2001; OERKE 2006; ELD 2015]. 

Synthetische Breitbandpestizide (s. E.3.1) sind eine der Hauptursachen für den Rückgang der 

Abb. 4: Hummel auf Springkraut, Impatiens 

glandulifera; Foto: [AT 2015]. 
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Biodiversität [BENGTSSON et al. 2005; ISMAN 2006; ISENRING 2010; BEKETOV et al. 2013]. 5 Sie 

schädigen vor allem kleine und seltene Wildpflanzen und Insekten (z.B. Schlupfwespen, s. 

Trichogramma turkestanica, aber auch soziale Arten). Viele Zielspezies weichen dem 

Selektionsdruck durch Resistenzentwicklung aus, z.B. Apfelwickler, Cydia pomonella 

[STEIN 1960; WITZGALL et al. 2008] oder T. infestans [VASSENA et al. 2000; LARDEUX et al. 2001]. Und 

ihre Konkurrenten und Antagonisten werden dauerhaft eliminiert [BENGTSSON et al. 2005; 

GEIGER et al. 2010]. Kulturpflanzenschädlingen mit hoher Reproduktionsrate vermehren sich in 

der Folge massenhaft, z.B. Blattläuse (s. A. victrix) [NAUEN & DENHOLM 2005], Motten (s. 

Tischeria ekebladella) oder zuvor weniger bedeutende Sekundärschädlinge (Spinnmilben nach 

Bekämpfung von Conotrachelus spp. [STEIN 1960; CROFT & VAN DE BAAN 1988; HORTON et al. 1991] 

oder Wanzen wie P. rufipes, Abb. 5, [KEHRLI et al. 2011; 

CAHENZLI & DANIEL 2018, 2019]). Gegen Organismen mit 

überwiegend verborgener Lebensweise wie Rüssel-

käfer (s. H. hampei, P. aubei, Pseudopiazurus obesus, 

Conotrachelus humeropictus) bleiben konventionelle 

Insektizide weitgehend ineffektiv [DAMON 2000]. 

Vorratshaltung bietet ideale Bedingungen für (schwer 

zu bekämpfende) Lagerschädlinge (s. Acanthoscelides 

obtectus) [LEVINSON & LEVINSON 1978a,b]. Weltweit wird 

ca. ein Drittel der landwirtschaftlich produzierten 

Lebensmittel während des Wachstums, der Ernte oder 

Lagerung durch Insektenfraß oder Mikroorganismen 

vernichtet [BOXALL 2001; OERKE 2006].    

Klimawandel, Intensivlandwirtschaft und Bevölkerungswachstum begünstigen außerdem die 

Ausbreitung von (zunehmend virulenten) [MA 2005b; SCHWEIGER et al. 2010; WHO & WMO 2012] 

Human-, Zoo- und Phyto-Pathogenen (s. X. euvesicatoria) sowie ihren Überträgern (z.B. 

P. castaneus und P. aubei von pflanzenpathogenen Pilzen) [NAULT 1997; LINDSAY & 

MARTENS 1998; GITHEKO et al. 2000; SCHAEFER 2003a; WHO 2012, 2015]. Die WHO schätzt den 

Anteil vektorvermittelter Virus-, Bakterien- und Parasiteninfektionen beim Menschen (z.B. 

Chagas, s. T. infestans) an der globalen Last durch übertragbare Krankheiten (Disability-adjusted 

life years, DALY) auf 16% [WHO 2008, 2009], die Zahl der jährlich Erkrankenden auf über 

1 Mrd., die der Toten auf über 1 Mio. Etwa 3.3 Mrd. Menschen leben in Gefährdungsgebieten 

[WHO 2010, 2013]. Vektor-Spezies wie Anopheles [WHO 2014], Aedes, Glossina [WHO 2013] (s. 

E.4.5) und Triatoma konnten nur durch jahrzehntelangen, massiven Einsatz vor allem von DDT 

[MÜLLER 1948] 6 und Pyrethroiden (s. E.5) nachhaltig eingedämmt werden.      

                                                           

5  Neurotoxische Pestizide wie Neonicotinoide oder Totalherbizide wie Glyphosat sind giftig auch für Nichtziel-
lebewesen, Wasserorganismen, Amphibien, Vögel und  Säugetiere. Sie zeigen z.T. endokrine oder mutagene 
Aktivität bei Menschen, Persistenz in Grundwasser und Böden und akkumulieren in der Nahrungskette.  

Abb. 5: Rotbeinige Baumwanze  
Pentatoma rufipes; Foto: [AT 2015]. 
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Bei den meisten dieser Beziehungen sind chemische Signale von entscheidender Bedeutung 

zur inner- und zwischenartlichen Verständigung, als Wehrstoffe oder zum Erkennen von 

Nahrung, Feinden oder Wirten.   

In den wenigsten Fällen sind die biologisch aktiven Substanzen bekannt (E.4). Die Forschung 

richtet sich überwiegend auf ökonomische oder medizinisch bedeutenden Insektenarten 

(hauptsächlich der Ordnungen Lepidoptera und Coleoptera) [METCALF 1998; TILLMAN et al. 1999; 

BYERS 2006; WITZGALL et al. 2010; EL-SAYED 2022]. Doch selbst bei vielen Schädlingen (s. 

T. ekebladella, I. rotundata, A. obtectus, P. aubei, P. obesus, H. hampei, Eurytom. amygdali) und 

Vektoren (s. P. psidii, Conotrachelus spp., T. infestans) ist die Chemische Ökologie nicht 

verstanden.    

Die Mehrheit der bekannten Semiochemikalien dient dem Auffinden von Nahrung und 

Sexualpartnern. Die Chemie der Wirtsuche (H. hampei, P. aubei), von Partnerwahl und 

Reproduktion oder die Rolle von nichtflüchtigen Botenstoffen ist häufig nur unvollständig 

verstanden. Multitrophische und Konkurrenzsysteme (s. A. victrix und 

Solidago / Eurosta / Megacyllene spp.) sind kaum untersucht [BOPPRÉ 1991, 1995; PICKETT 

et al. 1997; WAY & VAN EMDEN 2000; BONDURIANSKY 2001; KEELING et al. 2004; MARTEL et al. 2008; 

LASSANCE & LÖFSTEDT 2009, LASSANCE et al. 2010; FRANCKE 2013]. Flüchtige Sekundärmetabolite 

zur Kommunikation und Verteidigung bei Pflanzen werden erst seit kurzer Zeit erforscht (s. 

Solidago altissima und E.4.7). Und auch die Bedeutung der Stoffwechselprodukte pathogener 

oder assoziierter Bakterien und Pilze bei Tieren und Pflanzen und in Wechselwirkung mit 

anderen Mikroorganismen ist weitgehend ungeklärt (X. euvesicatoria, C. albicans und E.4.8) 

[TILLMAN et al. 1999; MORGAN 2004]. 

Die Erforschung chemoökologischer Zusammenhänge und der chemischen Kommunikation 

von Lebewesen dient nicht nur dem grundlegenden Verständnis der Prinzipien ihrer Interaktion 

und der Funktionsweise von Ökosystemen. Sie ermöglicht auch die Entwicklung alternativer 

Methoden der Schädlings- und Vektorbekämpfung oder von neuen insektiziden oder 

antibiotischen Wirkstoffen (s. E.5). Sie kann so einen Beitrag zum Schutz vor Schadstoffen und 

Infektionskrankheiten, für eine umwelt- und ressourcenschonende Landwirtschaft 7 und zur 

Bewahrung der biologischen Vielfalt leisten [PICKETT et al. 1997; WAY & VAN EMDEN 2000; 

UNO 2000, 2015a,b; DETTNER & ZWÖLFER 2003; REDDY & GUERRERO 2010; WITZGALL et al. 2010].  

Entscheidend hierfür ist die Identifizierung und Strukturausklärung der Signalstoffe. 

                                                           

6  Nobelpreis für Physiologie oder Medizin 1948: Paul H. MÜLLER (1899–1965) Ch „für die Entdeckung der 
starken Wirkung von DDT als Kontaktgift gegen mehrere Arthropoden“. 

7  Gesetz zum Schutz der Kulturpflanzen (Pflanzenschutzgesetz - PflSchG), 6. Februar 2012 (BGBl. I S. 148, 
1281); Anhang III der Richtlinie 2009/128/EG des Europäischen Parlaments und des Rates  21. Oktober 2009 
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B.3 Identifizierung von Botenstoffen / Prinzip der 

Strukturaufklärung 

Die Identifizierung von Naturstoffen, die der chemischen Kommunikation dienen, 

lässt sich wie folgt unterteilen [BESTMANN & VOSTROWSKY 1982, 1993; FRANCKE 1998; 

METCALF 1998; MILLAR &  HAYNES 1998a; ZARBIN et al. 1999; HANSON 2000; ANDO et al. 2004; 

BERGSTRÖM 2008; FRANCKE &  SCHULZ 2010]:     

0) Beobachtung von Verhalten 

1) Gewinnung von Naturextrakten  

2) Detektion der biologisch aktiven Verbindungen 

a. Fraktionierung und Verhaltenstests 

b. Elektroantennographie 

3) Strukturaufklärung  

a. Chromatographische, spektrometrische und spektroskopische Analyse 

b. Strukturhypothese 

c. unabhängige Synthese 

d. Strukturbeweis (inkl. Stereochemie) 

e. qualitative und quantitative Rekonstruktion des Signalbouquets 

4) Design und Durchführung von Biotest mit Syntheseproben  

a. Bestätigung der biologischen Funktion 

5) Aufklärung der Biosynthese 

Diese Methodik verdeutlicht auch, warum die chemische Kommunikation bei Insekten vor 

allen anderen Lebewesen gut untersucht ist [MILLAR & HAYNES 1998a; TILLMAN et al. 1999; 

MORGAN 2004; BYERS 2006]:  

• Naturextrakte sind, wenn auch in geringer Menge, leicht zu gewinnen. Viele 

Spezies lassen sich hierzu züchten.  

• Biologisch aktive Verbindungen lassen sich elektroantennographisch (Anh.G.2) 

detektieren.  

• Eine direkte Reiz-Verhaltens-Beziehung (Anh.G.2) ermöglicht aussagekräftige 

Biotests. 

1) Gewinnung von Naturextrakten  

Naturproben, die potentiell verhaltensmodifizierend wirkende Verbindungen enthalten, 

können gewonnen werden durch [GOLUB & WEATHERSTON 1984; BHOWMICK & SEMMENS 1994; 

MILLAR & SIMS 1998; SLEDGE et al. 2000; BIRKETT 2010]: 

• Flüssigextraktion: von Insektenkörper(teile)n, bes. Düsen, oder Pflanzenteilen, z.B. 

Blüten  
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• Gasstromextraktion oder Gasraumadsorption: dynamic headspace sampling (DHS) 

bzw. closed-loop stripping (CLS) oder solid phase micro extraction (SPME, mit 

anschließender direkter Desorption im GC-Injektor)  

Lösemittelextraktionen liefern häufig höhere Substanzmengen, jedoch meist komplexe 

Gemische mit nicht flüchtigen Verbindungen. Die Präparation von Insektenorganen erfordert 

Kenntnis der exokrinen Drüsen, welche für die Produktion des untersuchten Signals 

verantwortlich sind. Hingegen können Gasraumextrakte über lebenden Organismen natürliche 

Mengenverhältnisse abbilden (s.u.) und Duftstoffe erfassen, die in bestimmten Situationen oder 

bei bestimmtem Verhalten freigesetzt werden. 

Beispiele:  
• SPME: T. turkestanica, P. castaneus, P. obesus, C. psidii, C. albicans 

• SPME Blüten: Yucca spp. 

• Gasstrom: C. arabica-Kirschen, Yucca-Blüten 

• Lsm Drüsen: T. infestans, I. rotundata, P. breviceps, A. victrix (Sekret),  

• Lsm Cuticula: E. amygdali 

• Lsm Ganzkörper: T. ekebladella 

• Flüssig-Fest-Extraktion: Yucca-Blüten 

Die Wahl des Extraktionsmittels und -verfahrens beeinflusst die Zusammensetzung der 

Extrakte, was der Mischung eines synthetischen Bouquets für Biotests berücksichtigt werden 

muss. Beispielsweise lassen sich (cuticulare) Kohlenwasserstoffe in unpolaren Medien 

anreichern (E. amygdali, Yucca spp.). Verschiedene SPME-Adsorbentien liefern unterschiedliche 

Mengenverhältnisse unterschiedlich polarer Verbindungen (s. Yucca spp.) [RODRIGUEZ et al. 2017; 

NOUSHINI et al. 2020]. 

Pflanzen produzieren besonders Wehrstoffe in sehr großen Mengen. Extrakte (z.B. ätherische 

Öle) und selbst Blütendüfte (Yucca spp., C. dolichophylla) oder fraßinduzierte Botenstoffe 

(S. altissima) können meist leicht gewonnen werden. Hingegen werden bei Insekten nur sehr 

geringe Substanzmengen (häufig > 1 µg) erhalten (P. aubei). Schlupfwespen (s. T. turkestanica 

und A. victrix) oder Gallmücken [HILLBUR et al. 1999, 2000) emittieren nur wenige pg/h ihrer 

Sexuallockstoffe. Einige Arten (z.B. Wanzen, T. infestans, oder Ameisen, P. breviceps) können 

Wehrstoffe im mg-Maßstab freisetzen.  
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2) Detektion der biologisch aktiven Verbindungen 

Diese Naturextrakte sind meist komplexe Substanzgemische aus großteils inaktiven 

Stoffwechselprodukten, z.B. Sekretmatrices (E.2), in denen die verhaltensaktiven Substanzen nur 

in geringer Konzentration enthalten sind (s.o.). Vor einer charakterisierenden Analytik ist daher 

deren Isolierung bzw. Anreicherung erforderlich (Ausnahme: Insekten, s.u.), z.B. durch 

chromatographische Verfahren und Biotests zur Bestimmung aktiver Fraktion. Besonders bei 

Gewebeextrakten von Tieren oder ätherischen Ölen von Pflanzen kann die untersuchte Wirkung 

durch andere bioaktive Verbindungen verfälscht oder überdeckt werden, z.B. Alarmsignale oder 

Wehrstoffe bei Wanzen (T. infestans) und Apocrita (vgl. Cerambycidae und C. dolichophylla). 

Hinweise können aus gaschromatographischen Vergleichen geschlechts- oder artspezifischer 

Extrakte erhalten werden (z.B. T. turkestanica, P. castaneus, P. obesus, P. psidii, C. humeropictus) 

(s. Graphik 2). 

Graphik 2: Vergleichende GC/MS-Analyse der Blütenextrakte von Palmen (Attalea spp.).  

A: A. amygdalina,   B: A. maripa.  8 
DMNT (s. Yucca spp.), Conophthorin (s. bei Megacyllene spp., E. solidaginis, C. arabica) und typische 

Blütenduftstoffe: Limonen (#1);   cis-Linalooloxid (furanoid) (L-6);   Methylbenzoat (L-7);   Linalool (L-
8);   Methylsalicylat (L-9);   uk: unbekannte Verbindung.  

                                                           

8  Naturextrakte: Artur C. D. Maia, Federal University of Pernambuco, Recife, Brazil (A. amygdalina),  
                            Zorayda Restrepo Correa, Universidad de Antioquia, Medellin, Colombia (A. maripa). 
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Bei Insekten bietet eine Kombination aus Gaschromatographie und elektroantenno-

graphischer Detektion (EAD) eine einzigartige Methode zur Detektion flüchtiger Signalstoffe 

[SCHNEIDER 1957; ARN et al. 1975; HUMMEL & MILLER 1984; ROELOFS 1984; BJOSTAD 1998]. Die 

Elektroantennographie ermöglicht durch Ableiten elektrischer Potentiale von einer 

Insektenantenne die (quantitative) Messung ihrer olfaktorischen Rezeption (Anh.G.2). Wird 

nach der gaschromatographischen Trennung eines Substanzgemischs der Trägergasstrom 

geteilt und parallel auf den EAD und einen physikalischen Analysator (FID oder MS) gelenkt, 

erlaubt dies die Korrelation von elektrophysiologischer Aktivität mit gaschromatographisch 

separierten Verbindungen (z.B. T.occidentalis-Duft bei P. aubei; C. arabica-Duft bei H. hampei, s. 

Graphik 3) [ROELOFS & COMEAU 1971; KASANG et al. 1978; STRUBLE & ARN 1984; KAISSLING 1986]. 

Graphik 3: Prinzip der GC/MS- bzw. GC/FID-EAD-Kopplung;  Chromatogramme: Detektion von 
elektrophysiologisch aktivem E-Conophthorin aus C. arabica bei H. hampei. 

3) Strukturaufklärung 

3a) Chromatographische, spektrometrische und spektroskopische Analyse 

Kopplungen aus Gaschromatographie und Massenspektrometrie sind die wichtigsten 

Verfahren zur Charakterisierung so detektierter Signalstoffe. Elektronenstoßionisations- (EI) 

Spektren liefern Hinweise auf Strukturelemente unbekannter Verbindungnen 

[HEATH & DUEBEN 1998; JOULAIN & KÖNIG 1998; WEBSTER et al. 1998; ADAMS 2007; FRANCKE & 

SCHULZ 2010]. Molekülionmassen lassen sich durch GC/CI-MS-, elementare Zusammensetzungen 

von Fragment- und Molekülionen durch GC/HR-MS-Experimente bestimmen (z.B. bei 
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T. infestans) [JONES & OLDHAM 1999; DE HOFFMANN & STROOBANT 2001; GÜNZLER & WILLIAMS 2001; 

BUDZIKIEWICZ & SCHÄFER 2005; FRANCKE 2010; GROSS 2013].  

Zusätzliche Informationen können aus den Retentionsindices (z.B. bei T. ekebladella, 

H. mossambicus) oder aus GC/FT-IR-Experimenten (z.B. bei Yucca) abgeleitet werden 

[KOVÁTS 1958; VAN DEN DOOL & KRATZ 1963; SCHOMBURG 1987; MILLAR & HAYNES 1998a; 

MCLEOD et al. 2007]. 

Nach Mikroderivatisierungen der Naturextrake (durch u.a. Hydrierung, Reduktion, Oxidation, 

Ozonolyse, DMDS-Addition, Veresterung, Silylierung) kann die GC/MS-Analyse der Derivate 

Rückschlüsse auf Vorhandensein und Position von Doppelbindungen, funktionellen Gruppen 

und Strukturelementen ermöglichen [BLAU & HALKET 1993; KNAPP 1979; ATTYGALLE & MORGAN 

1988; ATTYGALLE 1998] (s. bei T. turkestanica und Yucca). Zum anderen liefern veränderte 

chromatographische Eigenschaften der Analyten ein zusätzliches Kriterium (s. Yucca). 

Eine säulenchromatographische Isolierung und NMR-spektroskopische Untersuchung ist nur 

in wenigen Fällen möglich, z.B. bei Pflanzendüften (s. Yucca). Häufig ergibt sich die Problematik 

der präparativen Trennung strukturell verwandter Verbindungen (s. E.3) ähnlicher 

chromatographischer Eigenschaften (z.B. Polyene bei E. amygdali, Spiroacetale bei 

C. dolichophylla). In einigen Fällen ist die NMR-Charakterisierung aus Gemischen möglich 

[DOSSEY et al. 2006; SCHROEDER et al. 2008]. 

Bei flüchtigen Signalstoffen ist eine Röntgenstrukturanalyse zur Struktur- oder 

Konfigurationsaufklärung nur möglich, wenn es gelingt, kristallisierende Derivate in der 

erforderlichen Reinheit und Substanzmenge zu erhalten (s. P. obesus). 

3b) Strukturhypothese 

Meist sind die verfügbaren analytischen Daten für die Strukturaufklärung nicht ausreichend 

(bzw. nicht eindeutig) und massenspektrometrische und chromatographische Eigenschaften 

bilden die wichtigste Grundlage für die Entwicklung von Strukturhypothesen.  

Bei Substanzklassen mit sehr charakteristischer Fragmentierung (z.B. bei Spiroacetalen, s. 

Cerambycidae, E. solidaginis und C. dolichophylla) lässt sich aus dem Naturstoffspektrum eine 

wahrscheinliche Struktur ableiten (Graphik 4). Hinweise können auch Spektrendatenbanken 

geben [JOULAIN & KÖNIG 1998; ADAMS 2007]. In der Regel birgt die Interpretation jedoch hohe 

Unsicherheit. In jedem Fall ist die Verifizierung bzw. Falsifizierung durch unabhängige Synthese 

zwingend (s. T. turkestanica und Hodotermes mossambicus). Daher ist es entscheidend, die Zahl 

der möglichen Verbindungen im Vorfeld einzugrenzen.  
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Ausschlusskriterien können chemische und physikalische Eigenschaften vor dem 

Hintergrund der biologischen Funktion (E.2), mögliche strukturelle Gemeinsamkeiten der 

Komponenten eines Bouquets (T. infestans, E. amygdali, P. obesus, A. obtectus, Yucca spp.) sowie 

der Vergleich mit Botenstoffen taxonomisch nahestehender Arten sein (Hypothese struktureller 

Verwandtschaften) [HILLBUR et al. 1999, 2001] (s. Attalea, Graphik 2). Besonders die 

biosynthetische Plausibilitätsprüfung kann zusätzliche Strukturhinweise liefern 

(T. turkestanica), birgt jedoch die Gefahr von Irrwegen bei „irregulären“ Strukturen (s. 

H. mossambicus und E.3) [HANSON 2001]. 

Graphik 4: Strukturvorschlag für die unbekannte Verbindung (uk1) im Blütenduft von A. maripa nach 

Interpretation des Fragmentierungsmusters: (E)-3-Dehydroconophthorin (#2) (und  uk2 = Z-#2) 
[FRANCKE & AT 2019, unpub.], vgl. 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan bei C. arabica.   

3c) Chemische Strukturaufklärung / Synthese 

Die unabhängige (stereo- und enantioselektive) Synthese ist erforderlich für die Überprüfung 

von Strukturpostulaten, für die Durchführung von Biotests und schließlich für eine 

wissenschaftliche oder kommerzielle Anwendung. Die retrosynthetische Planung und die 

präparative Synthese neuer Naturstoffe ist in dieser Arbeit beschrieben [s.a. KATZENELLENBOGEN 

1976; ROSSI 1977, 1978; BESTMANN et al. 1981, 1987; BESTMANN & VOSTROWSKY 1982; WARREN 

1982; BAKER & HERBERT 1984; MASAMUNE et al. 1985; MORI 1989, 1992, 1997, 2000, 2004, 2010; 

KOCIEŃSKI 1994; NICOLAOU et al. 1997; MORI & TASHIRO 2004; LAURENT et al. 2005; FRANCKE 2010; 

HAYES et al. 2003] 

Zur Aufklärung der Konstitution ist häufig eine weniger aufwändige, nicht stereoselektive 

Synthese von Vorteil (s. T. turkestanica, T. ekebladella, T. infestans). Die Bestimmung von 

Doppelbindungs- und relativen Konfigurationen erfordert mit Stereoisomeren bekannter 
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Konfiguration angereicherte Gemische (Yucca spp.). Die Aufklärung der absoluten Konfiguration 

setzt zusätzlich zum Racemat die selektive Synthese mindestens eines der Enantiomere voraus 

(z.B. Conotrachelus spp., C. dolichophylla, P. castaneus) [MORRISON 1983; MOSHER & 

MORRISON 1983; ENDERS & HOFFMANN 1985; MORI 1996, 1998a, 2007; HAYES et al. 2003]. 

Für Biotest werden wegen einer möglichen antagonistischen Wirkung der „falschen“ Enantio- 

oder Diastereomere (s. E.2) stereochemisch (möglichst) reine Syntheseprodukte benötigt. Der 

großtechnische Einsatz von Pheromonen für „mass trapping“ oder „mating disruption“ scheitert 

bei vielen Arten an der Verfügbarkeit oder Rentabilität dieser Synthesen [JACOBSON 1969; 

VITÉ et al. 1976; BESTMANN & VOSTROWSKY 1982; ARN et al. 1997] (E.5). 

Biomimetische Syntheseverfahren (z.B. bei P. obesus und Yucca spp.) oder „Chiral Pool“-

Synthesen [MORI 1989, 1998a] (z.B. bei P. breviceps und A. victrix) können die 

Strukturaufklärung vereinfachen, die Darstellung enantiomerenreiner Produkte ermöglichen 

und schließlich dazu beitragen, Kosten zu senken.   

3d) Strukturbeweis 

Als chemisch bewiesen lässt sich eine Struktur oder Konfiguration annehmen, wenn alle für 

den Naturstoff verfügbaren analytischen Daten mit denen eines Syntheseprodukts 

übereinstimmen. Beispielsweise können (isomere) synthetische Kandidaten mit sehr ähnlichen 

Massenspektren möglicherweise anhand ihrer Retentionsindices dem Naturstoff zugeordnet 

werden (evtl. Kontrolle mit einer stationären Phase anderer Polarität, um Coelutionen 

auszuschließen) (s. T. ekebladella, Yucca spp.) [YABUMOTO et al. 1977].  

Zur Aufklärung der absoluten Konfiguration mittels enantioselektiver GC müssen individuell 

für jeden Naturstoff eine geeignete stationäre Cyclodextrin-Phase 9 [KÖNIG 1992, 1993; 

KÖNIG et al. 1988a,b, 1989, 1990a,b; KEIM et al. 1991; BICCHI et al. 1999; KÖNIG & HOCHMUTH 2004] 

und geeignete gaschromatographische Bedingungen zur Trennung des synthetischen Racemats 

ermittelt werden. Die Elutionsreihenfolge der Enantiomere wird durch Vergleich mit einem 

enantiomerenangereicherten Syntheseprodukt und die natürliche Konfiguration durch 

Coinjektion mit dem Naturextrakt zugeordnet (s. Yucca spp., C. psidii, P. obesus, P. castaneus, 

C, albicans, E. solidaginis, A. obtectus). Möglicherweise lässt sich eine Enantiomeren- bzw. 

Diastereomeren-Trennung erst nach Derivatisierung erreichen [BLAU & HALKET 1993; 

MORI 1998b] (s. bei T. turkestanica).  

 

                                                           

9  modifizierte Cyclodextrine als gaschromatographische Phasen [MAAS et al. 1994; DIETRICH et al. 1992a,b], s. 
Anh.H.1 
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4) Biotests 

Die Identität von Syntheseprodukt und Naturstoff wird durch eine übereinstimmende 

elektrophysiologische Aktivität im GC-EAD-Experiment bewiesen (I. rotundata, C. psidii, P.aubei). 

Dieses zeigt, dass die Tiere einzelne Substanzen wahrnehmen, sagt jedoch nichts über eine 

(mögliche) verhaltensmodifizierende Wirkung (eines Bouquets) oder gar die biologische 

Bedeutung aus. Diese kann nur durch Verhaltenstests geklärt werden [HUMMEL & MILLER 1984; 

MILLAR & HAYNES 1998b].  

Unter Laborbedingungen kann z.B. im Y-Tube-Olfaktometer die ethologische Wirkung 

einzelner Komponenten oder die Zusammensetzung von Bouquets getestet werden (z.B. bei 

P. obesus, P. aubei, H. hampei). Feldversuche mit synthetischen Aggregations- oder Sexual-

Pheromonen können zeigen, ob diese vor dem Hintergrund aller Umwelteinflüsse geeignet sind, 

natürliches Verhalten zu manipulieren (s. P. breviceps, I. rotundata, E. amygdali, Yucca) 

[MILLAR & HAYNES 1998b]. 

5) Aufklärung der Biosynthese 

Durch Fütterungsexperimente lassen sich Fragen nach dem biogenetischen Ursprung 

(Sequestrierung oder de novo-Synthese) beantworten und postulierte Biosynthese-Pfade 

nachverfolgen (E.3). Eine Beteiligung von mikrobiellen Endosymbionten kann unter Umständen 

durch Gabe von Antibiotika bewiesen werden [BLOMQUIST & VOGT 2003; VON REUß 2009]. 
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C Zielsetzung 

Ziel dieser Arbeit war die Aufklärung der chemischen Struktur, der Funktion und 

Bedeutung von flüchtigen Signalstoffen bei der chemischen Kommunikation von 

Insekten, Pflanzen und Mikroorganismen. Dazu wurden folgende Arten mit folgender 

Aufgabenstellung untersucht:  

C.1 Aufgabenstellung  

1 

Nordamerikanische Amazonenameise (Polyergus breviceps) 

Bestimmung der absoluten Konfiguration von 3-Ethyl-4-methylpentanol, einer vermuteten 

Sexualpheromonkomponente der Gynen, durch enantioselektive Synthese  

2 

Pfaumenmotte (Illiberis rotundata) 

Synthese weibchenspezifischer, bei Männchen EAD-aktiver Verbindungen für Biotests auf 

eine Funktion als Sexualpheromon 

3 

Mandelsamenwespe (Eurytoma amygdali) 

Identifizierung möglicher fehlender Komponenten des Sexualpheromons der Weibchen und 

deren Synthese für Biotests 

4 

Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus) 

Bestimmung der absoluten Konfiguration von natürlichem Papayanol, Komponente des 

Aggregationspheromons von Männchen, durch Synthese von Referenzverbindungen  

5 

Nördliche Erntetermite (Hodotermes mossambicus) 

Strukturaufklärung von zwei Komponenten des vermuteten Sexualpheromons der 

Männchen  
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6 

Formosa-Termite (Coptotermes formosanus) 

Enantioselektive Synthese von cuticularen Methylheptacosanen für Verhaltenstests 

7 

Kleiner Kiefernkulturrüssler (Pissodes castaneus) 

Bestimmung der absoluten Konfiguration von natürlichem Grandisol und Grandisal, 

Komponenten des vermuteten Sexualpheromons von Männchen  

8 

Vinchuca-Raubwanzen, Triatoma infestans und T. brasiliensis 

Identifizierung von flüchtigen Komponenten aus Drüsensekreten als mögliche Signalstoffe 

bei Männchen und Weibchen 

9 

Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella) 

Identifizierung des Sexualpheromons der Weibchen durch Synthese von 

Referenzverbindungen 

10 

Blattlaus-Hyperparasitoid, Alloxysta victrix 

Aufklärung der natürlichen absoluten Konfiguration von Iridomyrmecinen als mögliche 

Signalstoffe mittels NMR-Spektroskopie und enantioselektiver Gaschromatographie an 

synthetischen Referenzverbindungen 

11 

Phytopatogenes Bakterium, Xanthomonas euvesicatoria str. 85-10 

Identifizierung flüchtiger bakterieller Metabolite und deren Synthese zur Überprüfung 

möglicher antibiotischer Eigenschaften  

12 

Kaffee, Coffea arabica & Kaffeekirschenbohrer (Hypothenemus hampei) 

Chemische Charakterisierung der Zusammensetzung des Kaffeekirschendufts und 

Identifizierung möglicher Wirtfindungskairomone für Weibchen des Kaffeekirschenbohrers 
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13 

Hefepilz, Candida albicans 

Identifizierung von Pilzduftstoffen als Wachstumsinhibitoren für Dermatophyten beim 

Menschen  

14 

Erzwespe, Trichogramma turkestanica 

Strukturaufklärung zweier weibchenspezifischer Verbindungen mit vermuteter Funktion 

als Sexualpheromon 

15 

Guavenrüsselkäfer (Conotrachelus psidii) 

Identifizierung und Strukturaufklärung von männchenspezifischen, flüchtigen 

Verbindungen als mögliches Aggregationspheromon  

16 

Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla & Nist- und Halmfliegen (Carnoidae) 

Identifizierung von Blütenduftstoffen mit vermuteter Bedeutung bei der 

Bestäuberanlockung 

17 

Speisebohnenkäfer (Acanthoscelides obtectus) 

Aufklärung der absoluten Konfiguration von natürlichem Methyl-(2E)-2,4,5-

tetradecatrienoat, Hauptkomponente des von Männchen produzierten Sexualpheromons 

18 

Kakaofruchtbohrer (Conotrachelus humeropictus) 

Aufklärung von Struktur und absoluter Konfiguration von männchenspezifischen 

Duftstoffen durch Vergleich mit synthetischen Referenzverbindungen 

19 

Abendländ. Lebensbaum (Thuja occidentalis) & Thujenborkenkäfer (Phloeosinus aubei) 

Identifizierung von Pflanzenduftstoffen, die von den Käfern bei der Wirtsuche 

wahrgenommen werden, und Strukturaufklärung weibchenspezifischer Duftstoffe als 

mögliche intraspezifische Signale 
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20 

Goldrutengallfliege (Eurosta solidaginis) & Hohe Goldrute (Solidago altissima) 

Identifizierung von Komponenten des vermuteten Sexualpheromons der Fliegenmännchen 

zur Untersuchung einer möglichen Wirkung dieser Duftstoffe auf die Pflanzen 

21 

Bockkäfer: Megacyllene caryae, M. robiniae und Callisphyris apicicornis 

Identifizierung von geschlechtsspezifisch produzierten Spiroacetalen bei drei 

Bockkäferarten (Cerambycidae) und Synthese von Referenzverbindungen 

22 

Palmlilien, Yucca spp. & Echte Yucca-Motten (Tegeticula spp.) 

Charakterisierung der chemischen Zusammensetzung und artspezifischer Unterschiede in 

Blütendüften verschiedener Yucca spp. und Strukturaufklärung von Yucca-spezifischen 

Verbindngen als mögliche Signalstoffe zur Bestäuberattraktion  
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Ergebnisse und Diskussion 
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D Konspekt - Bearbeitete Projekte  

D.1 Untersuchte Spezies nach taxonomischer Systematik  

Insekten 

Schmetterlinge (Lepidoptera) 

• Pflaumenmotte (Illiberis rotundata) 

• Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella) 

• Echte Yucca-Motten (Tegeticula spp.): s. Yucca 

Hautflügler (Hymenoptera) 

• Mandelsamenwespe (Eurytoma amygdali) 

• Erzwespe, Trichogramma turkestanica 

• Nordamerikanische Amazonenameise (Polyergus breviceps) 

• Blattlaus-Hyperparasitoid, Alloxysta victrix  

Käfer (Coleoptera) 

• Speisebohnenkäfer (Acanthoscelides obtectus) 

• Bockkäfer: Hickorybohrer (Megacyllene caryae), Robinienbohrer (M. robiniae)  

Sierra del Manzano (Callisphyris apicicornis)  

• Kleiner Kiefernkulturrüssler (Pissodes castaneus) 

• Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus) 

• Guavenrüsselkäfer (Conotrachelus psidii) 

• Kakaofruchtbohrer (Conotrachelus humeropictus) 

• Thujenborkenkäfer (Phloeosinus aubei): s. Thuja occidentalis 

• Kaffeekirschenbohrer (Hypothenemus hampei): s. Coffea arabica 

Schnabelkerfe (Hemiptera) 

• Vinchuca-Raubwanzen, Triatoma infestans und T. brasiliensis 

Zweiflügler (Diptera) 

• Goldrutengallfliege (Eurosta solidaginis)  &  Hohe Goldrute (Solidago altissima) 

• Nist- und Halmfliegen (Carnoidae): s. C. dolichophylla 

Termiten (Isoptera) 

• Mozambique bzw. Nördliche Erntetermite (Hodotermes mossambicus) 

• Formosa Termite (Coptotermes formosanus) 

• Australische Freutholztermite (Porotermes adamsoni) 

• DARWIN-Termite (Mastotermes darwiniensis) 

Pflanze-Insekt-Beziehungen 

• Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla  &  Nist- und Halmfliegen (Carnoidae) 

• Abendländ. Lebensbaum (Thuja occidentalis)  &  Thujenborkenkäfer (Phloeosinus aubei) 

• Kaffee, Coffea arabica  &  Kaffeekirschenbohrer (Hypothenemus hampei) 

• Palmlilien, Yucca spp.  &  Echte Yucca-Motten (Tegeticula spp.) 

• Hohe Goldrute (Solidago altissima): s. E. solidaginis 

Mikroorganismen 

• Hefepilz, Candida albicans 

• Phytopatogenes Bakterium, Xanthomonas euvesicatoria str. 85-10 

• Einzelliger Blutparasit, Trypanosoma cruzi: s. Triatoma spp. 
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Tab. 1:  Vereinfachte Cladogramme der in dieser Arbeit untersuchten Insekten-, Pflanzen und 
Mikroorganismenarten.  
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Tab. 1 Fortsetzung: Cladogramme der in dieser Arbeit behandelten Spezies. 
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D.2 Insekten 

D.2.1 Schmetterlinge (Lepidoptera) 

D.2.1.1 Pflaumenmotte (Illiberis rotundata)   10 

Die südostasiatische Pflaumenmotte Illiberis 

(Primilliberis) rotundata JORDAN 1907 

(Procridinae: Zygaenidae: Lepidoptera) ist ein vor 

allem in Japan und China beheimateter polyphager 

Schädling an Schmetterlings-blütlern (Faboideae), 

Doldengewächsen (Apiaceae) und 

Rosengewächsen (Rosaceae). Ökonomischer 

Schaden entsteht besonders durch Raupenfraß an 

Malus spp. (Äpfel), Prunus spp. (Pflaumen, 

Kirschen, Pfirsiche, Aprikosen, Mandeln) und 

Pyrus spp. (Birnen) [KIM et al. 2004; 

EFETOV & TARMANN 2013]. Die tagaktiven Imagines 

ernähren sich von Nektar [TANAKA & KOSHIO 2002]. 

Die Familie umfasst in 170 Gattungen etwa 1.000 Arten, die hauptsächlich über die Tropen und 

Subtropen Asiens und die Paläarktis verbreitet sind [VAN NIEUKERKEN 2011]. 

Die etwa 30 mm großen Grünwidderchen (Procridinae) sind wie viele aposematisch gefärbte 

Widderchen (Blutströpfchen, Zygaenidae) giftig (Abb.7). Larven und Adulte schützen sich durch 

Brennhaare, welche bei der Oviposition auch auf die Eier übertragen werden. Die Tiere 

sequestrieren cyanogene Glycoside (Linamarin und Lotaustralin), sind aber auch zu deren 

de novo Biosynthese aus Aminosäuren (Valin und Isoleucin) in der Lage (s. E.3.5) 

[JONES et al. 1962; ROTHSCHILD et al. 1970; DAVIS & NAHRSTEDT 1982, 1987; WRAY et al. 1983; 

HOLZKAMP & NAHRSTEDT 1994]. In Obstplantagen ist eine Bekämpfung daher zwingend. In 

natürlichen Habitaten hingegen sind die standortfesten Procridinae wertvolle Bioindikatoren 

[WERMEILLE et al. 2014]. 

                                                           

10 P 02:  Subchev, M., Toshova, T. B., Koshio, C., Franke, S., Tröger, A. G., Twele, T., Francke, W., Pickett, J. A., 

Wadhams, L. J., Woodcock, C. M. (2009). Identification and biological activity of sex pheromone 

components from females of the plum moth Illiberis rotundata Jordan (Lepidoptera: Zygaenidae: 

Procridinae). Chemoecology, 19, 47-54. 

Abb.6: Illiberis rotundata, Foto: [© KIM 2018]. 
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In Extrakten von Gewebepräparaten um die Pheromondrüsen adulter Weibchen wurde eine 

bei Männchen GC-EAD-aktive Substanz Ir.A gefunden. Diese konnte nach Analyse des 70 eV-

Massenspektrums und DMDS-Derivatisierung (vgl. Yucca spp.) durch unabhängige Synthese als 

(7Z)-Dodecensäure-2-butylester (Ir.1) identifiziert werden (Publikation P 02). Dazu wurde 

zunächst 6-Bromhexansäure (#5) in 6-Iodhexansäure (#6) umgewandelt und diese mit 3 meq 1-

Hexin-1-yllithium (#7a) zu 7-Dodecinsäure (#8) gekuppelt. Die Dreifachbindung wurde an 

Lindlar-Katalysator syn-spezifisch hydriert und (7Z)-Dodecensäure (#9) mit Oxalylchlorid in 

(7Z)-Dodecenoylchlorid (#10) umgewandelt [LINDLAR 1952; LINDLAR & DUBUIS 1966; 

MILLAR et al. 1983; BRANDSMA 1988; ARGENTI et al. 1994; SUBCHEV et al. 1998; KUETHE et al. 2009]. Die 

Veresterung mit (2R)- bzw. (2S)-Butanol (#11) lieferte (R,Z)- bzw. (S,Z)-Ir.1. Eine zweite, später 

eluierende Verbindung, Ir.B, mit ähnlichem massenspektrometrischen Fragmentierungsmuster 

wurde als der bishomologe (9Z)-Tetradecensäure-2-butylester (Ir.2) identifiziert. Die Synthese 

von (R,Z)- bzw. (S,Z)-Ir.2 erfolgte in analoger Weise ausgehend von kommerzieller (9Z)-

Tetradecensäure (#12) (Schema 3, Massenspektren s. Graphik 5).  

Schema 3: Stereo- und enantioselektive Synthese von 2-Butyl-(7Z)-dodecenoat (Ir.1) und 2-Butyl-(9Z)-

tetradecenoat (Ir.2), gezeigt für die Komponenten des binären Sexualpheromonbouquets von 
I. rotundata-♀♀: (R,Z)-Ir.A und (R,Z)-Ir.B. 

Bedingungen: i) NaI, Aceton, RT 16 h; 
ii) 1) n-BuLi, THF, -80 °C 1 h bis RT, 2) #6, THF, refl. 12 h;    
iii) H2 30 bar, Lindlar, Chinulin, Hex, RT 6 h;  
iv) Oxalylchlorid, DCM, 0 °C bis RT 3 h;  
v) (R)- bzw. (S)-#11, DCM, Pyr, DMAP. 

GC/MS (CP8912, 30m, 60-5-10-300): (Z):(E) (R-Ir.1) = 98:2, (Z):(E) (R-Ir.2) = 98:2;   
Ensel. GC/MS (2,3-di-O-Me-6-O-TBS)-β-CD, 25 m, 140°C iso): ee (R-Ir.1) = 97%, ee (R-Ir.2) = 97%; 
Drehwerte: [α]20

Na (R-Ir.1) = -12.7°, [α]20
Na (R-Ir.2) = -10.4°. 
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In GC-EAD-Experimenten erregte synthetisches Ir.A eine deutlich höhere 

elektrophysiologische Aktivität als Ir.B. Jeweils lieferte das (R)-Enantiomer das intensivere 

Signal. Im Biotest mit Männchen zeigte ein Gemisch von (2’R,7Z)-Ir.A und (2’R,9Z)-Ir.B im 

natürlichen Verhältnis von ca. 2 : 3 die höchste Attraktivität [SUBCHEV et al. 2012]. Die 

Verbindungen wirken synergistisch und sind einzeln inaktiv. 

Graphik 5: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem (2R)-Butyl-(7Z)-dodecenoat (Ir.1 = Ir.A) 
und synthetischem (2R)-Butyl-(9Z)-tetradecenoat (Ir.2= Ir.B). 

Bisher waren unter den 550 Grünwidderchen-Arten lediglich bei Harrisina und Acoloithus 

spp. (2S)- und (2R)-Butyl-(7Z)-tetradecenoat [MYERSON et al. 1982; LANDOLT et al. 1991] sowie bei 

der Weinzygaene (Theresimima ampellophaga) das (R)-Enantiomer als Sexuallockstoffe bekannt 

[SUBCHEV et al. 1998, 1999]. Nach Aufklärung des I. rotundata-Pheromons wurden Screenings in 

der Unterfamilie durchgeführt [EFETOV et al. 2010, 2015; SUBCHEV et al. 2010; SUBCHEV 2014]. Es 

zeigte sich, dass Illiberis pruni-♂♂ von einem 10:1-Gemisch von Ir.A und Ir.B angelockt werden 

[SUBCHEV et al. 2013]. Die verschiedenen Verhältnisse der gemeinsamen Pheromonkomponenten 
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könnten Grundlage einer semiochemischen Diskriminierung der beiden sympatrischen Arten 

sein [SUBCHEV et al. 2016]. Die Sexuallockstoffe bei Illiberis spp. könnte eine alternative 

Schädlingsbekämpfung sowie Monitoring-Methoden im Naturschutz ermöglichen.   

Ester von langkettigen, ungesättigten 

Carbonsäuren mit kurzkettigen Alkoholen sind als 

Lepidopteren-Pheromone ungewöhnlich (s. 

hingegen A. obtectus). Ausnahme sind 1-

Methylalkylester von gesättigten Fettsäuren bei 

Echten Sackträgermotten (Psychidae) [RHAINDS 

et al. 1994; SUBCHEV et al. 2000; ANDO et al. 2004]. 2-

Butanol wurde bei Raubwanzen (s. T. infestans) 

[PONTES et al. 2008; VITTA et al. 2009] und als 

Sexualpheromon bei Scarabaeiden identifiziert 

[ROCHAT et al. 2002; WAKAMURA et al. 2009]. Meist 

verwenden Schmetterlinge Typ I-Acetogenin-

Alkohole und deren kurzkettige Ester als Lockstoffe. 

So zählen die Ir.A und Ir.B entsprechenden Fettalkoholacetate, (7Z)-Dodecenylacetat (L-73) und 

(9Z)-Tetradecenylactat (L-4), zu den häufigsten Pheromonkomponenten überhaupt [BYERS 2006; 

EL-SAYED 2022] (s. E.3.1 und E.4.1 und T. turkestanica). Sie werden biosynthetisch (wie 

vermutlich auch das Illiberis-Pheromon) aus Palmitinsäure durch eine Δ11-Desaturase und 

anschließende β-Oxidation erzeugt [WU et al. 1998].   

Beide Ester sind neue Strukturen bei Lepidopteren und bilden das erste binäre 

Sexualpheromon bei Procridinae. 

 

Abb.7: Weißfleck-Widderchen (Amata 

phegea) Bates’sche Mimikry des 
giftigen Veränderlichen 
Rotwidderchens (Zygaena ephialtes) 
Foto: [AT 2016]. 
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D.2.1.2 Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella)   11 12 

Die Eichenminiermotte Tischeria 

ekebladella BJERKANDER 1795 (Tischeriidae: 

Lepidoptera) ist ein bedeutender Schädling bei 

Eichen und Edelkastanien. Die holarktische 

Familie der Stirnschopfmotten (Tischeriidae) 

umfasst drei Gattungen mit ca. 110 

überwiegend nordamerikanischen Spezies 

[VAN NIEUKERKEN et al. 2011]. T. ekebladella ist 

eine der wenigen europäischen Arten und 

über den gesamten Kontinent verbreitet. Die 

Larven schädigen die Pflanzen durch Minieren 

in den Blättern [JORDAN 1995; SCHMIDT 2009].  

In Ganzkörperextrakten von Adulten beider Geschlechter wurde die bei Männchen EAD-

aktive Verbindung Te.A gefunden. Sie wurde durch gaschromatographisch-massen-

spektrometrischen Vergleich mit einer synthetischen Referenzsubstanz (s. E. amygdali) als 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien identifiziert.  

Schema 4: Polyene in Sexualpheromonsekreten von T. ekebladella-Weibchen 

Für eine weitere elektrophysiologisch aktive, nur bei virginen Weibchen vorkommende 

Verbindung Te.B (G. SZŐCS, pers. Mitt.) wurde ein Tetraen mit 3,6,9-Trien-Substruktur postuliert. 

Zur Strukturaufklärung wurden folgende Linolensäurederivate mit positionsisomerer isolierter 

vierter Doppelbindung Z- und E-selektiv synthetisiert (ω: ausgehend von C23): 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen  (Te.7)   –  ω1 

 (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen (Te.8)   –  ω2 

(3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen (Te.9)   –  ω3 

(3Z,6Z,9Z,19EZ)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.10)   –  ω4 

                                                           

11 P 07:  Molnár, B. P., Tröger, A., Toshova, T. B., Subchev, M., van Nieukerken, E. J., Koster, J. C. S., Szőcs, G., 

Tóth, M., Francke, W. (2012). Identification of the female-produced sex pheromone of Tischeria ekebladella, 

an oak leafmining moth. Journal of chemical ecology, 38(10), 1298-1305. 

12  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.2 

 

Abb.8: Tischeria ekebladella, Foto:  
[© CSÓKA 2008]. 

Te.C

Te.A

Te.B
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(3Z,6Z,9Z,18EZ)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen (Te.11)   –  ω5 

(3Z,6Z,9Z,17EZ)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen (Te.12)   –  ω6 

(3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen (Te.13)   –  ω7 

(3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6)   –  ω11 (homokonjugiert) 

Die Kohlenwasserstoffe zeigten sowohl untereinander als auch mit Te.B nahezu identische 

Massenspektren. Der Naturstoff konnte jedoch durch Vergleich der Retentionsindices der 14 

regio- und stereoisomeren Tetraene als (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen bestimmt werden 

(Graphik 6). 

Graphik 6: Identifizierung von Naturstoff Te.B ( ): Elutionsreihenfolge der synthetischen Polyene 
(3Z,6Z,9Z)-C23trien (Te.1), Tetraen Te.7 bis Te.13 und Te.6; Gaschromatographische Retentionsindices 

(RI) in Funktion der Position ω von Doppelbindung π4.    
Bedingungen: Optima FFAP, 50 m, 60/1-10-230.      

Die natürliche, mit Te.A strukturverwandte Verbindung Te.C wurde anhand ihres 

Massenspektrums und ihres Retentionsindexes als (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien identifiziert. 

Die drei Polyene sind Typ II-Acetogenine, die bei verschiedenen Insektenordnungen als 

cuticulare Identifikatoren (s. P. breviceps und E.3.1) und besonders bei Schmetterlingen als 

Sexualpheromone vorkommen [MILLAR 2000; ANDO et al. 2004; KAIB et al. 2004] (vgl. E. amygdali).  

Das für Weibchen spezifische Tetraen Te.B wirkt im Feldtest stark attraktiv ausschließlich auf 

Männchen, während das Trien Te.A inaktiv ist. Das Tetraen ist das erste Sexualpheromon in der 

Familie Tischeriidae. Die Verbindung ist ein neuer Naturstoff und als Linolensäure-Derivat mit 

einer isolierten, nicht terminalen vierten Doppelbindung ein neuer Typ von Lepidopteren-

Pheromonen. Die biologische Funktion der Triene ist unbekannt. Nicht attraktive Bestandteile 

von Pheromonbouquets können allerdings der intra- oder interspezifischen Kommunikation bei 

der Arterkennung oder zur Abgrenzung von verwandten, sympatrischen Spezies dienen 

[TUMLINSON et al. 1974; SZŐCS et al. 1993] (s E.2).   
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D.2.2 Hautflügler (Hymenoptera) 

D.2.2.1 Mandelsamenwespe (Eurytoma amygdali)   13 

Die Mandelsamenwespe Eurytoma amygdali 

ENDERLEIN 1907 (Eurytomidae: Chalcidoidea: 

Hymenoptera) ist der bedeutendste Schädling 

an Mandelbäumen (Prunus dulcis) im Nahen 

Osten und im Mittelmehrraum. Die Flugzeit 

beginnt witterungsabhängig im Frühjahr und 

dauert bis zur Eiablage in die unreifen Mandeln 

nur wenige Wochen. Durch Fraß der Larven im 

Endosperm wird die Frucht zerstört. 

[TALHOUK 1966; KLAPPERICH 1968; PLAUT 1971]. 

Die Identifizierung des Sexualpheromons 

könnte ein Monitoring der Populationsdynamik 

oder eine alternative Kontrolle durch Pheromonfallen ermöglichen [KATSOYANNOS et al. 1992]. 

In Ganzkörper- und Thorax-Extrakten sowie in SPME der Cuticula konnten die für virgine 

Weibchen spezifischen unverzweigten Alkadiene (6Z,9Z)-Tricosadien (Ea.A) und (6Z,9Z)-

Pentacosadien (Ea.B) identifiziert werden [KROKOS et al. 2001]. Mit deren Gemisch im natürlichen 

Verhältnis von 7:3 gelang zum ersten Mal im Feldversuch die Attraktion von Männchen einer 

Eurytomidae-Art durch ein synthetisches Pheromon [MAZOMENOS et al. 2004].  

Schema 5: Mögliche acetogenine Sexualpheromonkomponenten von E. amygdali-Weibchen. 

                                                           

13  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.1 

Abb.9: E. amygdali Weibchen auf einer Mandel 
(P. dulcis), Foto: [© DUMAS 2008a]. 
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Für zwei Spurenkomponenten der Extrakte, Ea.C und Ea.D, wurden nach GC/MS-Analyse die 

korrespondierenden Alka-3,6,9-triene postuliert. Das Massenspektrum einer weiteren 

Verbindung, Ea.E, deutete auf 3,13-Octadecadienylacetat hin.  

Durch stereoselektive Synthesen von (6Z,9Z)-Tricosadien (Ea.1), (6Z,9Z)-Pentacosadien (Ea.2), 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosatrien (Ea.3) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosatrien (Ea.4) wurde die Identität der 

Strukturvorschläge mit den Naturstoffen verifiziert und Material für Biotests dargestellt. 

Über Signalstoffe zur Wirtfindung und -markierung sowie zur intraspezifischen 

Kommunikation in der Familie Eurytomidae (wie allgemein bei parasitoiden Hymenopteren, vgl. 

T. turkestanica und A. victrix) ist bisher wenig bekannt [PITTARA & KATSOYANNOS 1985; 

KOULOUSSIS & KATSOYANNOS 1991, 1994; KROKOS et al. 1999]. Allerdings kommen Typ II-

Acetogenine mit homokonjugierter Alkadien- oder Alkatrien-Substruktur [MILLAR 2000; GOLLER 

et al. 2007; WANG et al. 2013] insbesondere bei staatenbildenden Insekten als cuticulare Lipide vor 

[SUBCHEV & JURENKA 2001; KAIB et al. 2004; XIAO et al. 2012] (s. P. breviceps, H. mossambicus sowie 

E.3.1 und E.4.6). Als Sexualpheromone wurden Linol- und Linolen-Typ-Kohlenwasserstoffe vor 

allem bei Lepidopteren (s. T. ekebladella) der Familien Geometrida und Noctuida gefunden 

[WONG et al. 1985; BELL & MEINWALD 1986; ANDO et al. 1993; SCHNEIDER et al. 1998; 

CABRERA et al. 2001; GIBB et al. 2007].    

Wegen der biologischen Aktivität der Diene ist auch für die biosynthetisch und strukturell 

eng verwandten Triene - obwohl für Hymenopteren ungewöhnlich - eine Rolle bei der sexuellen 

Kommunikation wahrscheinlich. Eine Verifizierung der Struktur von Ea.E steht noch aus. 
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D.2.2.2 Erzwespe, Trichogramma turkestanica   14 15 

Die Erzwespe Trichogramma turkestanica 

MEÏER 1940 (Trichogrammatidae: Chalcidoidea: 

Hymenoptera) ist ein in mediterranen Habitaten 

beheimateter oligophager Endoparasitoid vor allem 

bei Lepidopteren. Die Wespenlarven entwickeln sich 

in den Eiern ihrer Wirte und töten die Embryonen 

beim Schlüpfen [FLANDERS & QUEDNAU 1960; PINTO & 

STROUTHHAMER 1994; ZIMMERMANN 2004]. 

Trichogrammatiden lassen sich auf geeigneten 

Wirtseiern züchten und werden verbreitet zur 

biologischen Bekämpfung von Schadinsekten 

eingesetzt [SMITH 1996; SITHANANTHAM et al. 2013]. 

Die Arten der Familie unterscheiden sich morphologisch nur unwesentlich, sodass eine 

zweifelsfreie taxonomische Einordung schwierig ist [QUEDNAU 1961; SUMER et al. 2009]. Die 

Kenntnis der Sexualpheromone könnten eine taxonomische Differenzierung sowie ein 

Monitoring von Populationen der nur 0.4 mm großen Nützlinge ermöglichen. 

In SPM-Extrakten verschiedener Populationen wurden zwei für Weibchen spezifische 

Verbindungen Tt.A und Tt.B gefunden, deren Massenspektren auf Polydesoxypropionate, einen 

Kohlenwasserstoff und einen Allylalkohol hindeuteten [VAN BEEK et al. 2005].  

Zur Identifizierung der beiden Naturstoffe wurden folgende biosynthetisch plausiblen 

Konstitutionsisomere dargestellt: 

 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  Tt.1 

 (2E,4EZ)-6,8anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  2E,4EZ-6,8anti-Tt.1 

 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  Tt.2 

 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  Tt.3 

 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  Tt.5 

 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  Tt.6 

                                                           

14 P 12:  Tröger, A., van Beek, T. A., Huigens, M. E., Silva, I. M., Posthumus, M. A., Francke, W. (2014). Structure 

elucidation of female-specific volatiles released by the parasitoid wasp Trichogramma turkestanica 

(Hymenoptera: Trichogrammatidae). Beilstein journal of organic chemistry, 10(1), 767-773. 

15  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.4 

Abb.10: Trichogramma spp.,  
Foto: [© BRITSTRA 2020]. 
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Die Naturstoffe Tt.A und Tt.B wurden durch Vergleich ihrer Massenspektren und 

Retentionszeiten mit denen der synthetischen Referenzverbindungen als 4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien und 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol identifiziert. Zur 

Aufklärung der relativen Konfiguration wurden folgende Isomere stereoselektiv synthetisiert:  

 (2E,4EZ)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  2E,4EZ-6,8anti-Tt.5 

 (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  2E,4EZ-syn,syn-Tt.5 

 (2E,4EZ)-syn,anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  2E,4EZ-syn,anti-Tt.5 

 (2E,4EZ)-anti,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  2E,4EZ-anti,syn-Tt.5 

 (2E,4EZ)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  2E,4EZ-6,8anti-Tt.6 

 (2E,4EZ)-syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  2E,4EZ-syn,syn-Tt.6 

Anhand der gaschromatographischen Retentionszeiten wurde die Konfiguration von 

natürlichem Tt.A als (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien und die des 

korrespondierenden Allylalkohols Tt.B als (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-

dien-1-ol bestimmt.  

Schema 6: Weibchenspezifische Duftstoffe von T. turkestanica 

Phänomenologische Untersuchungen lieferten bisher lediglich Hinweise auf eine 

geschlechtsspezifische chemische Kommunikation bei Trichorammatiden. Die sie vermittelnden 

Pheromone sind jedoch nach wie vor unbekannt [POMPANON et al. 1997; FAUVERGUE et al. 1998]. Die 

beiden identifizierten Substanzen sind die ersten für Weibchen spezifischen Verbindungen mit 

potentieller Funktion als Sexualpheromone. Strukturell verwandte Propanogenine sind als 

Pheromone bei verschiedenen Taxa beschrieben [FRANCKE & SCHULZ 2010].  

 

HO

Tt.A

Tt.B

rel rel

rel rel
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D.2.2.3 Nordamerikanische Amazonenameise (Polyergus breviceps)   16 17 

Die Nordamerikanische Amazonen-Ameise 

Polyergus breviceps EMERY 1893 (Formicinae: 

Formicidae: Hymenoptera) hat die Fähigkeit 

zur Brut- und Nestpflege sowie zur 

Nahrungsbeschaffung verloren. Sie ist dazu 

dauerhaft auf Sklaven anderer Ameisenarten 

angewiesen (Dulosis) [BUSCHINGER 2003; 

DESLIPPE 2010]. Von den weltweit ca. 12.500 

beschriebenen Arten der Familie Formicidae 

sind ca. 230 Sozialparasiten bei anderen 

Ameisen. Alle 14 Spezies der holarktischen 

Gattung Polyergus sind Sklavenhalter bei einer 

oder mehreren Spezies der verwandten Gattung Formica (Waldameisen) [BUSCHINGER 1986; 

BOLTON 1995; HUBER 2009; TRAGER 2013].  

In der gemischten Wirt-Parasit-Kolonie wird ausschließlich Polyergus-Brut aufgezogen. Um 

die Population der Formica-Arbeiter aufrecht zu erhalten, rauben Polyergus-Krieger regelmäßig 

Brut aus benachbarten Nestern der Wirtspezies. Diese Raubzüge werden in der Flugzeit von den 

Gynen begleitet, welche währenddessen kurz in Calling-Stellung verharren und sofort von 

Männchen zur Paarung angeflogen werden. Im Anschluss dringt die befruchtete Jungkönigin in 

die geschwächte Wirtskolonie ein. Sie tötet die Formica-Königin und übernimmt deren Staat zur 

Gründung einer eigenen Kolonie [BUSCHINGER 1986; SAVOLAINEN & DESLIPPE 1996]. 

Chemische Signale spielen sowohl bei der Organisation der Mischkolonie und der Raubzüge 

als auch bei der Übernahme einer Wirtskolonie eine entscheidende Rolle [TOPOFF 

et al. 1984, 1988, 1989; TOPOFF & ZIMMERLI 1993; ZIMMERLI & MORI 1993; D´Ettorre et al. 2000]. 

Dabei adaptiert die Polyergus-Jungkönigin von der Formica-Altkönigin das 

Kommunikationssystem und ihr Profil cuticularer Kohlenwasserstoffe. Diese aggressive 

chemische (Peckham‘sche) Mimikry (vgl. E.3.1) ist Voraussetzung für die Akzeptanz der 

Inquilinen durch die Sklavenarbeiter [JOHNSON et al. 2001, 2002; LENOIR et al. 2001; 

D´Ettorre et al. 2002; MARTIN & DRIJFHOUT 2009]. Die biologisch aktiven Verbindungen sind bisher 

unbekannt. 

 

                                                           

16 Tröger, A. (2005). Stereoselektive Synthese terpenoider Ameisenpheromone. Diplomarbeit, Fachbereich 

Chemie der Universität Hamburg, 170 pp. 

17 P 01:  Greenberg, L., Tröger, A. G., Francke, W., McElfresh, J. S., Topoff, H., Aliabadi, A., Millar, J. G. (2007). 

Queen sex pheromone of the slave-making ant, Polyergus breviceps. J. of chemical ecology, 33(5), 935-945. 

Abb.11: Polyergus-Arbeiter mit geraubter Puppe 
von F. fusca, Foto: [© ALPERT 2011]. 
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Ein Sexualpheromon zur Attraktion der Männchen wird von den Gynen wird vermutlich in 

den Mandibel-Drüsen produziert [TOPOFF & GREENBERG 1988]. So identifizierten 

GREENBERG et al. [2004] in SPM-Extrakten von Köpfen virginer Weibchen 3-Ethyl-4-

methylpentanol (Pb.A) und 6-Methylsalicylsäuremethylester (Pb.B). Beide Verbindungen sind 

bei Männchen elektrophysiologisch aktiv.  

Zur Aufklärung der absoluten Konfiguration von Pb.A wurden sowohl (R)- als auch (S)-3-

Ethyl-4-methylpentanol (Pb.1) enantioselektiv aus natürlichem (R)-Limonen (#1) dargestellt 

(„Chiral Pool“-Synthesen, vgl. A. victrix): Nach partieller Hydrierung und ozonolytischer 

Ringspaltung wurde die Methylcarbonyl-Gruppe durch BAEYER-VILLIGER-Oxidation abgebaut 

[WHITE et al. 1981; NICOTRA et al. 1986; PAQUETTE et al. 1991; RENZ & MEUNIER 1999]. Die 

Modifikation der beiden Molekülarme unter Erhalt des Stereozentrums lieferte beide 

Enantiomere. Durch enantioselektive Gaschromatographie konnte dem Naturstoff (R)-

Konfiguration zugewiesen werden.  

Schema 7: Sexualpheromonkomponenten von P. breviceps-♀♀ und nicht natürliches, synthetisches 
Enantiomer (S)-3-Ethyl-4-methylpentanol (Pb.1).  

Im Biotest lockt ein synthetisches Gemisch aus 6-Methylsalicylsäuremethylester (Pb.B) und  

(R)-3-Ethyl-4-methylpentanol (Pb.A) im natürlichen Verhältnis von 6:1 Männchen an. Beide 

Verbindungen wirken synergistisch und sind als Einzelkomponenten inaktiv. Das (S)-

Enantiomer ist auch im Gemisch mit dem Aromaten inaktiv.  

Die Struktur von Pb.A weist auf einen terpenoiden Ursprung (ein Bisnorterpen) hin (E.3.3). 
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Trotz der hohen Artenvielfalt ist die sexuelle Kommunikation bei Formicidae weitgehend 

unbekannt [JACKSON & MORGAN 1993; VANDER MEER et al. 1998; AYASSE et al. 2001; KEELING 

et al. 2004]. Lediglich bei der Gebirgswaldameise (Formica lugubris) wurde zuvor ein von 

Weibchen produziertes Sexualpheromon identifiziert: Undecan, Tridecan, (Z)-Tridec-4-en: 

90 : 4 : 4 [WALTER et al. 1993].  

Bei der europäischen Art, Polyergus rufescens, wurde 6-Methylsalicylsäuremethylester (Pb.B) 

bei Weibchen identifiziert und eine Funktion bei der sexuellen Kommunikation nachgewiesen 

[CASTRACANI et al. 2003, 2005].  

Im Anschluss an die vorliegende Arbeit wurden die bei P. breviceps identifizierten 

Verbindungen, Pb.B und 3-Ethyl-4-methylpentanol (Pb.A) sowie dessen korrespondierender 

Ester, Methyl-3-ethyl-4-methylpentanoat (Co.F, s. Coffea spp.) als Komponenten der 

Sexualpheromone von ♀♀ mehrerer anderer, teils sympatrischer Polyergus-Arten identifiziert. 

Die Zusammensetzung der Pheromone könnte bei ihnen der reproduktiven Isolation dienen (s. 

E.3, vgl. Conotrachelus spp.; Yucca spp.) [CASTRACANI et al. 2008; GREENBERG et al. 2018; 

IWAMOTO et al. 2020;]. 

Der Alkohol wie auch Alkylester der korrespondierenden Säure wurden auch bei anderen 

Ameisengattungen gefunden [BÜHRING et al. 1976; FRANCKE et al. 1980a, 1985a; DO NASCIMENTO 

et al. 1993] und sind auch als Pflanzeninhaltsstoffe (z.B. bei Coffea spp.) beschrieben. Die 

jeweiligen biologischen Funktionen sind hier ungeklärt. Das Polyketid Pb.B ist ein verbreiteter 

Naturstoff. Es dient z.B. als Spurpheromon bei Knotenameisen (Tetramorium und Mayriella spp.: 

Myrmicinae) [MORGAN & OLLETT 1987; KOHL et al. 2000] oder Alarmpheromon bei Urameisen 

(Gnamptogenys und Bothroponera spp.: Ponerinae) [DUFFIELD & BLUM 1975; LONGHURST 

et al. 1980].  

 



D.2 Insekten 

 

112 

D.2.2.4 Blattlaus-Hyperparasitoid, Alloxysta victrix   
18 

Die in der gemäßigten Holarktis beheimatete 

Schlupfwespe Alloxysta victrix WESTWOOD 1833 (Charipinae: 

Figitidae: Cynipoidea: Hymenoptera) ist ein oligophager, 

koinobionter Endohyperparasitoid bei Blattläusen 

(Aphidoidea: Hemiptera). Die ca. 2 mm großen Weibchen 

legen je ein Ei in frühe Larvenstadien primärparasitoider 

Brackwespen (Braconidae: Ichneumonoidea) innerhalb der 

noch lebenden Blattläuse (Abb.12) [KOS et al. 2012; FERRER-

SUAY et al. 2013]. Die Larven schlüpfen nach Mumifizierung der 

Laus durch den Primärparasitoid und töten letzteren im Laufe 

ihrer eigenen Entwicklung [SULLIVAN 1987, 2003].  

Blattläuse sind Teil komplexer Trophienetze. 19 Trotz ihrer 

ökonomischen Bedeutung wurden inter- und intraspezifische 

Botenstoffe bisher nur bei wenigen Spezies der niederen Stufen identifiziert. Die chemische 

Ökologie auf Primär- und Sekundärebene ist meist nur phänomenologisch beschrieben. 

Alloxystinen nutzen bei der Habitat- und Wirtsuche sowohl Pflanzendüfte [SULLIVAN 1987; 

KOS et al. 2012] als auch chemische Signale von Blattläusen und ihren Parasitoiden 

[BUDENBERG 1990; SULLIVAN & VÖLKL 1999]. Sie erkennen sowohl unparasitierte Primärwirte als 

auch die Spezies des Primärparasitoids und bevorzugen jeweils bestimmte Arten 

[GUTIERREZ 1970a,b; SINGH & SRIVASTAVA 1988, 1990; GRASSWITZ & REESE 1998]. Dazu dienen 

möglicherweise deren cuticulare Lipide oder Markierungspheromone (vgl. T. turkestanica) 

[MCBRIEN & MACKAUER 1990; MÜLLER & GODFRAY  1999]. Es ist anzunehmen, dass 

Sekundärparasitoide ihrerseits Ovipositionspheromone verwenden, um Superparasitierung zu 

vermeiden [HÖLLER et al. 1991; BAUER 2003; WESELOH 2003].  

Schlupfwespen werden als Nützlinge eingesetzt (s. T. turkestanica). Hyperparasitoide sind 

entscheidend für den Einfluss von Primärparasitoiden auf Herbivorenpopulationen und damit 

auch für die Wirksamkeit der biologischen Schädlingsbekämpfung [HÖLLER et al. 1993; 

PICKETT et al. 1997; MÜLLER & GODFRAY 1999; SUVÁK 2011]. Chemische Botenstoffe könnten helfen, 

die Populationen von Parasitoiden und Hyperparasitoide zu kontrollieren und zu überwachen 

[SULLIVAN 1987; HÖLLER et al. 1993; GLINWOOD et al. 1998, 1999a; BRODEUR & ROSENHEIM 2000; 

BIRKETT et al. 2003; POWELL & PICKETT 2003]. Bisher unbekannte Sexualpheromone innerhalb der 

morphologisch wenig differenzierten Gattung Alloxysta [FERRER-SUAY et al. 2013] könnten auch 

als taxonomisches Kriterium dienen [HÜBNER et al. 2002] (vgl. T. turkestanica, P. castaneus).  

                                                           

18 P 08:  Hilgraf, R., Zimmermann, N., Lehmann, L., Tröger, A., Francke, W. (2012). Stereoselective synthesis of 

trans-fused iridoid lactones and their identification in the parasitoid wasp Alloxysta victrix, Part II: 

Iridomyrmecins. Beilstein journal of organic chemistry, 8(1), 1256-1264. 

Abb.12: Alloxysta victrix-♀  
Foto: [© MALLET 2018]. 
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Bei Alloxysta spp. wurde für die Mandibeldrüsen eine Funktion zur interspezifischen 

(sexuellen) Kommunikation [MICHA et al. 1993] sowie zur Abwehr trophobiotischer Ameisen 20 

vermutet [VÖLKL et al. 1994]. Bei A. victrix wurden durch GC/MS-Analyse von Sekreten dieser 

Drüsen und von Headspace-Extrakten beider Geschlechter das Iridoalkaloid Actinidin (Av.D, abs. 

Konfig. nicht bestimmt) und die acyclischen Terpenoide Neral und Geranial, Sulcaton (Av.E) (s. 

C. arabica) und dessen Prenyloges, Geranylaceton (Av.F) (s. X. euvesicatoria), gefunden 

(Chromatogramm s. P 08). Die Massenspektren der drei Hauptkomponenten der Düfte deuteten 

auf zwei trans-verknüpfte Iridomyrmecine (Av.A und Av.B) und ein Dihydronepetalacton (Av.C) 

hin [VÖLKL et al. 1994; PETERSEN et al. 2000; HÜBNER et al. 2002]. Zur Strukturaufklärung wurden die 

jeweils acht trans-kondensierten Isomere enantioselektiv aus (R)- bzw. (S)-Limonen (#1) (vgl. 

P. breviceps) dargestellt. Die relative Konfiguration wurde jeweils durch NOESY-NMR-

Experimente bestätigt (s. P 08) Die natürliche absolute Konfiguration wurde mittels 

enantioselektiver Gaschromatographie als (4R,4aR,7R,7aS)-Av.C [ZIMMERMANN et al. 2012] sowie 

als (4S,4aR,7S,7aR)-Av.A bzw. (4S,4aS,7R,7aS)-Av.B  bestimmt.    

Schema 8: Duftstoffe aus Mandibeldrüsensekreten von A. victrix.  

Iridoide sind bei Insekten und als Pflanzenduftstoffe recht verbreitete Cyclopentanoid-

Terpenoide. Sie werden biosynthetisch durch ω-Oxidation und Cyclisierung aus Geraniol gebildet 

(s. E.3.3) [BANTHORPE et al. 1972; BELLESIA et al. 1984; VEITH et al. 1994a; LORENZ et al. 1993; 

DAWSON et al. 1996; WEIBEL et al. 2001]. Viele wirken insektizid, repellent oder antibiotisch 

[ROTH & EISNER 1962; EISNER 1964; NOSTRO et al. 2001; SCHULTZ et al. 2006; BIRKETT et al. 2011; 

                                                           

19  A. victrix parasitiert bevorzugt Blattlausschlupfwespen, Aphidius spp. (Aphidiinae), aber auch Praon und 
Diaeretiella spp., bei Röhrenblattläusen (Aphididae) der Unterfamilie Aphidinae (z.B. Sitobion, Aphis, 
Rhopalosiphum, Brevicoryne) auf diversen Getreide- und Gemüse Wirtspflanzen [SULLIVAN 1987; 
HÖLLER et al. 1993; HÜBNER et al. 2002; KOS  et al. 2012]. 

20  Ameisen als Symbionten mit Blattläusen: Formicinae und Dolichoderinae sowie einige Myrmicinae 
[WAY 1963; BUCKLEY 1987; STADLER & DIXON 2005]. 

21  Räuber: z.B. Marienkäfer oder Florfliegen [BOO et al. 1998; HEMPTINNE et al. 2000; NINCOVIC et al. 2001; 
FRANCIS et al. 2004; ZHU et al. 2005; KOCZOR et al. 2010]    
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ZHU et al. 2012], z.B. produzieren Katzenminzen, Nepeta spp., (7S)-konfigurierte (Dihydro-) 

Nepetalactone [TUCKER & TUCKER 1988; BOL et al. 2017; FORMISANO et al. 2011]. Bei Insekten ist 

sowohl die de novo-Synthese als auch eine Sequestrierung nachgewiesen [FELD et al. 2001; 

KUNERT et al. 2008]. Einige Kurzflügelkäfer (Staphylinidae) und Gespenstschrecken nutzen 

Iridoid-Dialdehyde wie Iridodial (L-27, s. E.2) als Wehrstoffe [MEINWALD et al. 1977; 

SMITH et al. 1979; HUTH & DETTNER 1990; DOSSEY et al. 2008]. Ameisen dienen Iridomyrmecine, 

Nepetalactone und ihre Derivate als Erkennungs-, Alarm- oder Spurpheromone [CAVILL & 

HINTERBERGER 1961; CAVILL & CLARK 1967; SIMON & HEFETZ 1991; DO NASCIMENTO et al. 1998; 

CHOE et al. 2009].  

Actinidin (Av.D) wurde als Wehrstoff u.a. bei Kurzflüglern gefunden [CHOW & LIN 1986; 

HUTH & DETTNER 1990] und kommt bei Pflanzen vor, z.B. bei Silberwein (Actinidia polygama) 

zusammen mit Dihydroactinidiolid (s. C. psidii und Yucca) [SAKAN et al. 1967; BOL et al. 2017].   

Bei vielen Aphidinae spielen cis-konfigurierte Iridoide eine Rolle als Sexualpheromone (z.B. 

Nepetalctol L-104, s. E.4.4) [DAWSON et al. 1987, 1990; PICKETT et al. 1992, 2013; HARDIE et al. 1997; 

DEWHIRST et al. 2010]. Als Alarmsignal nutzen die meisten Arten (E)-β-Farnesen (vgl. C. albicans) 

mit α-Farnesen (vgl. A. obtectus) oder Monoterpenen (z.B. α-Pinen, s. C. arabica sowie P. aubei / 

T. occidentalis) als artspezifische Nebenkomponenten [PICKETT & GRIFFITHS 1980; 

FRANCIS et al. 2005; VERHEGGEN et al. 2010; VANDERMOTEN et al. 2012]. Die Aphidinen-Pheromone 

und Duftstoffe der Wirtpflanzen (z.B. herbivorinduzierte Wehrstoffe) dienen auch 

Primärparasitoiden und Räubern 21 als Wirt- und Beutekairomone [MICHA & WYSS 1996; 

GLINWOOD et al. 1999b; DEWHIRST et al. 2008].  

Sulcaton (Av.E) ist ein wenig spezifischer, bei Insekten und Pflanzen häufiger Duftstoff, z.B. 

bei Hülsenfrüchtlern (Fabaceae) [EL-SAYED 2022] (s. C. arabica). Er dient als Wirtfindungs-

Kairomon für Blattläuse [WEBSTER et al. 2008] und Aphidius-Parasitoide [DU et al. 1998] und ist 

Teil der Wehr- und Alarmsekrete bei Iridomyrmex-Ameisen [CAVILL et al. 1956; 

CAVILL & HINTERBERGER 1960, 1961; COX et al. 1989].  

Die Duftstoffe bei Alloxysta sind vermutlich multifunktionale intra- und interspezifische 

Signale. Sulcton (Av.E) besitzt eine mögliche innerartliche Funktion als Dispersionspheromon 

[MICHA et al. 1993; MUMM et al. 2001]. Für Geranylaceton (Av.F) wird eine Rolle bei der sexuellen 

Kommunikation vermutet. Die Iridoide dienen offenbar der Sedierung des Primärwirts bei der 

Eiablage [PETERSEN et al. 2001] werden aber auch von Aphidius-Weibchen als Repellent-Kairomon 

ihrer Feinde [HÖLLER et al. 1993, 1994; PETERSEN et al. 2000] und möglicherweise auch von 

parasitierten Aphidinen wahrgenommen [GUERRA et al. 1998]. Sie könnten als Mimikry- oder 

Wehrstoffe auch eine Parasitierung in ameisenbewachten Kolonien 20 ermöglichen [LIEPERT & 

DETTNER 1993, 1996; VÖLKL et al. 1994; HÜBNER et al. 2002] oder der Verteidigung gegen Räuber 

dienen [HÜBNER & DETTNER 2000; STÖKL et al. 2012].   



Speisebohnenkäfer (Acanthoscelides obtectus) D.2.3.1 

 

115 

D.2.3 Käfer (Coleoptera) 

D.2.3.1 Speisebohnenkäfer (Acanthoscelides obtectus)   22 

Der Speisebohnenkäfer Acanthoscelides 

obtectus SAY 1831 ist ein polyphager Samenkäfer 

(Bruchinae) aus der Familie der Blattkäfer 

(Chrysomelidae: Coleoptera). Samenkäfer sind 

weltweit mit ca. 1.650 Arten verbreitet. Ihre 

Larven sind granivor, hauptsächlich an 

Leguminosen (Fabaceae). Die neotropische 

Gattung Acantoscelides umfasst mehr als 320 

Arten. A. obtectus ist einer der bedeutendsten 

synanthropen Schädlinge bei Hülsenfrüchten, 

besonders bei Neuweltbohnen (Phaseolus spp.). 

Aus den trockenen Tropen und Subtropen Mittel- 

und Südamerikas hat er sich mit den Samen weltweit ausgebreitet. Der wärmeliebende Käfer 

tritt in gemäßigten Breiten fast ausschließlich als multivoltiner Lagerschädling auf. In 

endemischen Gebieten werden die jährlichen Verluste auf bis zu 40% geschätzt [JOHNSON 1990; 

KINGSOLVER 2004; ALVAREZ et al. 2006]. Die ca. 4 mm großen Weibchen legen 50-100 Eier meist 

einzeln an den gelagerten Bohnen oder in fast reifen Schoten ab. Die frisch geschlüpften Larven 

bohren sich in die Samen ein und fressen bis zur Verpuppung den Mehlkörper vollständig aus. 

Die Imagines (Abb.13) verlassen die leere Hülle durch ein kreisrundes Ausflugsloch und 

ernähren sich von Pollen und Honigtau [LARSON & FISCHER 1938; SOUTHGATE 1979].  

Methoden zur Bekämpfung im Freiland sind nicht ausgereift. In Lebensmittellagern ist sie auf 

Hygienemaßnahmen, Begasung oder Vernichtung der Bohnen begrenzt [ABATE & AMPOFO 1996; 

SCHMALE et al. 2002; AGONA et al. 2005]. Zwar sind verschiedene Legimmen (u.a. Eurytomidae, und 

Trichgrammatidae) als Parasitoide beschrieben [VAN HUIS 1991; EMAM et al. 2013]. Auch 

ätherische Öle als Repellents sowie Pathogene zur Eindämmung werden untersucht 

[REGNAULT ROGER & HAMRAOUI 1994; PADIN et al. 2002; PAPACHRISTOS & STAMOPOULOS 2002]. 

Wirksame Biologische Maßnahmen zur Bekämpfung sind bisher jedoch nicht verfügbar. 

Artspezifische Lockstoffe könnten Monitoring- und Detektionsmethoden für eine gezieltere 

Schädlingsbekämpfung ermöglichen [LEVINSON & LEVINSON 1977; MOREIRA et al. 2005; VUTS 

et al. 2005].  

                                                           

22 P 15:  Vuts, J., Francke, W., Mori, K., Zarbin, P. H., Hooper, A. M., Millar, J. G., Pickett, J. A., Tóth, M., 

Chamberlain, K., Caulfield, J. C., Woodcock, C. M., Tröger, A. G., Csonka, É. B., Birkett, M. A. (2015). 

Pheromone Bouquet of the Dried Bean Beetle, Acanthoscelides obtectus (Col.: Chrysomelidae), Now 

Complete. European Journal of Organic Chemistry, 2015(22), 4843-4846.  

Abb.13: Acanthoscelides obtectus,  
Foto: [© KOZLOWSKI 2012]. 
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Die chemische Ökologie der Wirtfindung [LARSON & FISCHER 1938; ZACHARIAE 1958; KHELFANE-

GOUCEM et al. 2014] sowie einer möglichen Wirtmarkierung [SZENTESI 1981; NAZZI et al. 2008] ist 

unbekannt. Frisch geschlüpfte Männchen verströmen einen süßlich fruchtigen Duft, für den 

HOPE et al. [1967] eine Funktion als Sexualpheromon vermuteten. Die in großen Mengen 

produzierte Hauptkomponente wurde anhand analytischer Daten als (-)-Methyl-(2E)-2,4,5-

tetradecatrienoat (Ao.E) identifiziert [HORLER 1970]. Die Struktur wurde durch Synthese 

bestätigt [LANDOR et al. 1971; DECOINS et al. 1972; KOCIENSKI et al. 1977] und die natürliche 

Konfiguration anhand des Drehsinns von synthetischem (-)-(R)-Produkt bestimmt 

[PIRKLE & BOEDER 1978; MORI et al. 1981a]. Biologische Untersuchungen deuten jedoch auf weitere 

Pheromonkomponenten hin [HORLER 1970; HALSTEAD 1973].  

Daher wurden Headspace-Extrakte von geschlechtsreifen Tieren gaschromatographisch-

massenspektrometrisch untersucht (Chromatogramm s. P 15). Neben dem Allenester Ao.E 

wurden fünf weitere, männchenspezifische Verbindungen gefunden (Schema 9). Die 

Verbindungen Ao.C, Ao.D sowie Ao.F sind die bekannten Naturstoffe (3Z,6E)- und (3E,6E)-α-

Farnesen (vgl. A. victrix, C. albicans) sowie Octadecanal. Durch Vergleich mit einer synthetischen 

Referenz [MORI 2012] wurde Ao.B als Methyl-(2E,4Z)-2,4-decadienoat identifiziert. Das 

Massenspektrum (s. P 15) von zuerst eluierendem Ao.A deutete auf den entsprechenden 

dreifach ungesättigten, biosynthetisch verwandten (s.u.) Ester Methyl-(2E,4Z,7Z)-2,4,7-

decatrienoat hin, was durch Synthese nach MORI [2012] verifiziert wurde. Die enantioselektive 

Synthese von (R)- und (S)-Ao.E [MORI 2015] ermöglichte die Bestimmung des natürlichen 

Enantiomeren-Verhältnisses von ca. 93:7 und die Bestätigung der natürlichen (R)-Konfiguration 

mittels enantioselektiver Gaschromatographie (Graphik 7; synthetisches R-Ao.E: 82% ee, GC; 

Massenspektrum s. Graphik 8). Nur ein Gemisch aller sechs synthetischen Verbindungen im 

natürlichen Verhältnis von 12 : 26 : 9 : 12 : 36 : 5 erreicht im Verhaltenstest dieselbe 

Lockwirkung bei Weibchen wie der Naturextrakt von Männchen (s. P 15). 
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Schema 9: Sexualpheromonkomponenten von A. obtectus-♂♂. 
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Der A. obtectus-Allenester Ao.E ist bisher einzigartig. Unverzweigte Allencarbonsäuren sind 

als Pilzmetaboliten oder aus Pflanzenölen bekannt [HOFFMANN-RÖDER & KRAUSE 2004]. Das 

Trienoat Ao.A ist ein neuer Naturstoff (der 4E-konfigurierte Ester wurde bei einer Grünalge 

gefunden [GERWICK et al. 1993]). Das Dienoat Ao.B ist Teil des Aggregationspheromons von 

Baumwanzen-♂♂ (Pentatomidae, z.B. Euschistus spp.) [ALDRICH et al. 1991; KRUPKE & BRUNNER 

2003] sowie zusammen mit Chalcogran (s. H. hampei) von Kupferstecher-♂♂, 

Pityogenes chalcographus (Scolytinae: Coleoptera) [FRANCKE et al. 1977; BYERS et al. 1988,  1989].  

Graphik 7: enantiselektive Gaschromatographie (FID) zur Bestimmung der absoluten Konfigruation von 
natürlichem Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat (Ao.E). 
A: synthetisches (2E,4R)-Ao.E,   B: synthetisches (2E,4S)-Ao.E,   C: Naturextrakt.   
Bedingungen: 6TBS-2,3Me2-βCD, 170 °C isotherm, s. P 15.  

Farnesene sind als einfachste Derivate des Sesquiterpen-Grundkörpers Farnesyl-PP (s. E.3.3) 

weit verbreitete Naturstoffe [KNUDSEN et al. 2006; EL-SAYED 2022] (s.a. C. albicans). Sie spielen als 

Pflanzendüfte eine Rolle bei der (induzierten) Abwehr von Fraßfeinden [DAWSON et al. 1990; 

TURLINGS et al. 1990; SCUTAREANU et al. 1997; BERNASCONI et al. 1998; WEI & KANG 2006]. Sie leiten 

Parasitoide (s. A. victrix) und Räuber, aber auch Herbivore bei der Wirt- und Nahrungssuche 

(z.B. Bienen oder nektarivore Schmetterlinge wie Aglais io, s. Abb. 1) [BINDER et al. 1995; 

ANDERSSON 2003; ELTZ et al. 2006]. Ameisen, Termiten oder Blattläusen dienen sie als 

Alarmsignale (s. A. victrix und H. mossambicus, E.4.6) [PICKETT & GRIFFITHS 1980; 

JACKSON et al. 1990; ALI et al. 2007; ŠOBOTNÍK et al. 2008; ADAMS et al. 2012]. (E,E)-α-Farnesen (Ao.D) 

wurde als Teil von Sexualpheromonen z.B. bei Fruchtfliegen [BAKER et al.  1985; JANG et al. 1994; 

MILET-PINHEIRO et al. 2015b] und als Markierungspheromon bei Hummeln identifiziert 

[SVENSSON & BERGSTRÖM 1977]. (Z,E)-α-Farnesen (Ao.C) ist Hauptkomponente des 

Spurpheromons der Feuerameise Solenopsis invicta [VANDER MEER et al. 1988].      
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Octadecanal (Ao.F) wurde besonders bei Hymenopteren und Lepidopteren als 

Nebenkomponente in Pheromonsekreten [CANE 1983; TUMLINSON et al. 1989; BOEVE et al. 1992], 

aber auch im Duft von bienenbestäubten Ragwurzen gefunden [AYASSE et al. 2003; STÖKL et al. 

2007; GÖGLER et al. 2009, 2011]. Sowohl dieser Aldehyd als auch Farnesen sind Teil des Dufour-

Drüsensekrets von Polyergus rufescens-Arbeitern [D'ETTORRE et al. 2000] (vgl. P. breviceps). Das 

Dienoat Ao.B, der von Kernobstgewächsen emittierte analoge Ethylester („Birnen-Ester“, L-146) 

sowie die Farnesene Ao.C und Ao.D dienen Apfelwicklern (Cydia pomonella) (s. E.5.1) als 

Kairomone zum Auffinden ihrer Wirte [SUTHERLAND & HUTCHINS 1972; KNIGHT & LIGHT 2001; EL-

SAYED et al. 2013]. 

Die unverzweigten, zwei- bzw. dreifach ungesättigten Ester Ao.A, Ao.B und Ao.E könnten bei 

A. obtectus aus Linol- bzw. Linolensäure durch verschiedene Kombinationen von β-Oxidations- 

und Isomerisierungsschritten gebildet werden [ROELOFS & BJOSTAD 1984] (vgl. I. rotundata). 

Dieselben Fettsäuren nutzt E. amygdali zur Biogenese eines artspezifischen Pheromonbouquets 

aus Dien- und Trienkohlenwasserstoffen.  

Graphik 8: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat 
(Ao.E). 
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D.2.3.2 Bockkäfer: Megacyllene caryae, M. robiniae & Callisphyris apicicornis   23 

Die Larven der meisten Bockkäfer (Cerambycidae) 

(wie der hier untersuchten) Arten leben xylobiont. Sie 

fressen Galerien in Phloem und Xylem ihrer Wirte, 

was bei Massenbefall (z.B. invasiver Spezies) zum Tod 

der Pflanze führt. Die Adulten sind gute Flieger und 

können Vektoren von Nematoden oder Pilzen sein. In 

intakten Ökosystemen sorgen Bockkäfer für 

natürliche Auslese und die Zersetzung von Totholz. 

Einige Spezies sind wertvolle Bioindikatoren. Die 

Gattung Megacyllene umfasst etwa 50 meist 

neotropische Arten, Callisphyris besteht nur aus zehn 

in Chile und Argentinien endemischen Spezies 

[LINSLEY 1959; DWINELL & NICKLE 1989; ALLISON et al. 

2004; EVANS et al. 2007; NEARNS 2013; BEZARK 2016]. 

Abb.14: Wespen-Mimikry bei Bockkäfern:  
A) M. robiniae auf Goldrutenblüten, Foto: [© ARVIN 2007]; 
B) M. caryae, Foto: [© KANSAS DEPT. OF AGRICULTURE 2014];  
C) C. apicicornis, Foto: [© CURKOVIC & MUÑOZ 2011]. 

Der Robinienbohrer, Megacyllene robiniae FORSTER 1771 (Clytini), („Locust borer“, Abb.14A) 

schädigt vor allem gesunde Robinien (Robinia: Fabaceae). Hingegen entwickeln sich die Larven 

von Megacyllene caryae GAHAN 1908 („Painted Hickory Borers“, Abb.14B) in geschwächten 

Wirten oder Totholz verschiedener Harthölzer (z.B. Nordamerikanische „Hickory“-Walnuss, 

Carya spp, oder Walnuss, Juglans spp.: Juglandaceae) [DUSHAM 1921; LINSLEY 1959; 

BEZARK 2016]. Beide Arten sind im Osten Nordamerikas beheimatet. 

Callisphysis apicicornis FAIRMAIRE & GERMAIN 1859 (Necydalinae) („Sierra del Manzano“, 

Abb.14C) ist ein polyphager Schädling bei ca. 20 Angiospermen-Arten (z.B. Birken, Betulaceae, 

oder Äpfel, Rosaceae) [CURKOVIC 2008; CURKOVIC & MUÑOZ 2011].  

Die Imagines dieser drei Spezies ernähren sich von Pollen und Nektar [LINSLEY 1959; 

WHEELER et al. 1988; CURKOVIC & FERRERA 2012]. Die nordamerikanischen Megacyllene spp. 

werden häufig auf Goldruten (Solidago spp.) gefunden (s. E. solidaginis / S. altissima). Die Tiere 

schützen sich gegen Fraßfeinde wie viele tagaktive Necydalinae und Cerambycinae (z.B. der in 

Mitteleuropa verbreitete Echte Widder- oder Wespenbock, Clytus arietis, Abb.15) durch 

                                                           

23 P 19:  Mitchell, R. F., Curkovic, T., Mongold-Diers, J. A., Neuteboom, L., Galbrecht, H. M., Tröger, A., 

Bergmann, J., Francke, W., Hanks, L. M. (2017). Evidence that cerambycid beetles mimic vespid wasps in 

odor as well as appearance. Journal of chemical ecology, 43(1), 75-83. 
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Bates´sche Mimikry von wehrhaften, aposematisch gefärbten Faltenwespen (Vespidae) oder 

Wegwespen (Pompilidae: Aculeata: Hymenoptera) [BATES 1892; RETTENMEYER 1970; 

ALLISON et al. 2004].  

Die chemische Ökologie aus Wirtwahl und -Kolonisierung, Paarung und Attraktion der Tiere 

ist bisher nur z.T. verstanden: Bockkäfer nutzen Pflanzenduftstoffe von Wirten und 

Nichtwirtdüfte (z.B. von Koniferen) sowie Botenstoffe anderer Phytophagen (z.B. von 

Borkenkäfern) als Kairomone (vgl. P. aubei / Thuja spp.). Diese können bei der Suche nach 

Sexualpartnern und geeigneten Wirten zur Eiablage als Synergisten oder Antagonisten der 

Sexuallockstoffe bzw. Aggregationspheromone wirken [MOREWOOD et al. 2003; ALLISON et al. 2004; 

HANKS & MILLAR 2013; DUNN et al. 2016]. 

GALFORD [1977, 1980] vermutete bei M. robiniae ein 

von virginen Weibchen produziertes Pheromon zur 

Steuerung der Kolonialisierung. In Metasternal-

Drüsensekreten lebender ♂♂ und ♀♀ identifizierten 

WHEELER et al. [1988] 2-(1,3-Hexadien-1-yl)-5-methyl-

tetrahydrofuran, Hexadecylacetat und Octadecylacetat 

sowie nur bei Männchen 1-Phenylethanol (s.a. 

X. euvesicatoria). Bei M. caryae fanden LACEY et al. 

[2008] und HANKS & MILLAR [2013] 2,3-Hexandiol und 

Citral als Teile eines von Männchen produzierten 

Sexual-Aggregationspheromons. Dasselbe Diol ist auch männchenspezifisch bei M. robiniae, eine 

Lockwirkung wurde hier jedoch nicht nachgewiesen [HANKS et al. 2007; HANKS et al. 2014; 

HANKS & MILLAR 2016]. M. robiniae und M. caryae nutzen zur sexuellen Selektion (9Z)-Pentacosen 

bzw. (9Z)-Nonacosen (vgl. Y. reverchonii) als Kontaktpheromone in der Cuticula von Weibchen 

[GINZEL et al. 2003, 2006; GINZEL 2010]. Bei C. apicicornis wird ein von Weibchen produziertes 

Sexualpheromon vermutet [CURKOVIC & FERRERA 2012; RODRÍGUEZ 2013]. Bei Bedrohung geben 

Männchen wie Weibchen der drei Spezies Warndüfte ab, bei denen geschlechtsspezifische 

Unterschiede beobachtet wurden.  

Headspace- und SPM-Extrakte von ♂♂ und ♀♀ der drei Spezies wurde mittels GC/MS 

untersucht. In SPM-Extrakten von durch Berührung gestörten M. caryae-Weibchen wurden 

bekannte Spiroacetale [PERRON & ALBIZATI 1989; FRANCKE & KITCHING 2001] identifiziert sowie ein 

vermutetes, neues Spiroacetal Mc.H gefunden (Chromatogramm s. P 19). Hauptkomponenten 

sind (7E,2E)- und (7E,2Z)-Mc.E. Bei Männchen wurden Mc.C, Mc.D, Mc.E und Mc.F, 

(Hauptkomponente: EE-Mc.E) sowie große Mengen Geranial und Neral gefunden. Bei Weibchen 

von M. robiniae dominiert (2E,8E)-Mc.D bei Anwesenheit von Mc.C, Mc.E und Mc.F. Extrakte 

beider Geschlechter von C. apicicornis enthielten als einziges Spiroacetal (2E,8E)-Mc.D 

(Schema 10): 

Abb.15: Wespenbock (Clytus arietis), 
Foto: [AT 2020] Osnabrück. 
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Bekannte Spiroacetale: 

(7E)- und (7Z)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin) (Mc.A), 

(2E)-2-Methyl-1,6-dioxa-spiro[4.5]decan  (Mc.B),  

(2E,7E)- und (2Z,7E)-2,7-Dimethyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Mc.C),  

(2E,8E)- und (2E,8Z)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Mc.D),  

(2E,7E)-, (2Z,7E)-, (2E,7Z)- und (2Z,7Z)-7-Ethyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Mc.E),  

(2E,7E)- und (2Z,7E)-2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Mc.F),  

(2E,7E)- und (2Z,7E)-7-Butyl-2-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Mc.G)  

Schema 10: Identifizierte Spiroacetale in Headspace- und SPM-Extrakten von ♂♂ und ♀♀ der Bockkäfer 
M. caryae-, M. robiniae- und C. apicicornis.   

Für die unbekannte Verbindung Mc.H wurde anhand des für Spiroacetale charakteristischen 

Fragmentierungsmusters (s. Graphik 4 und Graphik 27) [FRANCKE et al. 1979a,b; BOOTH et al. 2009] 

entweder die Struktur 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan (Mc.1) oder 8-Propyl-1,7-

dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2) vermutet. Zur Überprüfung der Postulate wurden die 

Konstitutionsisomere nicht-enantioselektiv nach Synthese-Prinzipien von PHILLIPS et al. [1980], 

JACOBSON et al. [1982] und DOUBSKÝ et al. [2004] dargestellt (s. P 19). Dazu wurde Pent-4-in-1ol 

(#17) mit PCC oxidiert und der Aldehyd #18 sofort mit n-Propylmagnesiumbromid (#20) 

alkyliert. So erhaltenes Oct-7-in-4-ol (#21) wurde als THP-Ether geschützt [NISHIGUCHI et al. 2000] 

und BF3-katalysiert mit γ-Valerolacton (#23) bzw. δ-Valerolacton (#24) gekuppelt. Wegen der 

geringen Ausbeute wurde versucht, das Alkinol #21 als Nukleophil zu verwenden. Die auf beiden 

Wegen erhaltenen Alkinyllactole #27 bzw. #29 wurden katalytisch an Pd/C hydriert und die 

THP-Ether sauer deblockiert. Die entstehenden gesättigten Halbacetale cyclisieren in situ zu den 

Spiroacetalen (Schema 11). Allerdings ist die Cyclisierungsneigung des Siebenrings offenbar so 

gering, dass die 5-Hydroxylactole Hauptprodukte bleiben und die Spiroacetale Mc.1 und Mc.2 

nur mit wenigen Prozent Gesamtausbeute isoliert werden konnten.     
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Identifizierung des Spiroacetals 

(2E,7E)-2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan (Mc.H) 

Schema 11: Synthesen von 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan (Mc.1) und 8-Propyl-1,7-
dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2), s. Supp. Info I.1. 

Bedingungen: i) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 
ii) n-PrMgBr (#20), Et2O, -40 °C bis RT 16 h;      
iii) DHP, p-TsOH, DCM, RT 2 h; 
iv) 1) n-BuLi 1.1 eq., THF, -40 °C bis RT 1 h;  
 2) -80 °C, BF3, γ-Valerolacton (#23) bzw. δ-Valerolacton (#24), bis RT 12 h; 
v) H2 40 bar, Pd/C, THF, RT 40 h;   
vi) HCl, THF, RT, 1 h. 

Natürliches Mc.H coeluiert mit dem zuerst eluierenden racemischen Diastereomer von Mc.1 

(Synthese-Hauptprodukt). Dieses und der Naturstoff besitzen identische Massenspektren. 

Hingegen zeigt das Spektrum von nicht natürlichem Mc.2 deutliche Abweichungen (Graphik 9).  

Die natürlichen absoluten Konfigurationen der bei M. caryae, M. robiniae bzw. C. apicicornis 

identifizierten Spiroacetale wurden bisher nicht bestimmt. In Analogie zu bekannten 

natürlichen, disubstituierten Spiroacetalen dürfte bei Mc.H (2E,7E)-Konfiguration vorliegen 

[DESLONGCHAMPS et al. 1981; FRANCKE et al. 1981; POTHIER et al. 1992; KITCHING et al. 1989] (s. 

C. dolichophylla). 

Das von WHEELER et al. [1988] beschriebene Tetrahydrofuran besitzt dasselbe Kohlenstoff-

Rückgrat wie die Hauptkomponente Mc.E, konnte jedoch in den vorliegenden Naturextrakten 

nicht gefunden werden. Ob es sich hierbei um einen biosynthetischen Precursor, ein natürliches 

Abbauprodukt oder ein Artefakt handelt, ist unbekannt. 
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Graphik 9: Vergleich der 70 eV-Massenspektren (GC/MS) von naturidentischem, synthetischen 
2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan (Mc.1) (Diastereomer 1) und nicht-
natürlichem, synthetischen 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2), s. P 19.  

Spiroacetale, unter anderen die hier gefundenen Mc.A, Mc.B, Mc.D, Mc.E und Mc.F, sind bei 

palearktischen Echten Wespen (Vespinae) und Feldwespen (Polistinae) Bestandteile z.B. der 

Giftsekrete und haben hier eine intraspezifische Funktion als Alarmpheromone [FRANCKE et al. 

1978; DANI et al. 2000; FRANCKE & KITCHING 2001; FORTUNATO et al. 2004; BRUSCHINI  et al. 2006]. 

Aposematische Aculeata-Nachahmer verschiedener Insektenordnungen nutzen sie daher zur 

Komplettierung ihrer Täuschung [FRANCKE & KITCHING 2001; VEREECKEN & MCNEIL 2010]. Ganz 

analog produzieren Bockkäfer, die wehrhaften Rotdeckenkäfern (Lycidae) ähneln, wie diese 

Pyrazin-haltige Warndüfte (vgl. C. arabica) [MOORE & BROWN 1981; DETTNER 1987; 

MOORE et al. 1990; LIEBHERR & MCHUGH 2003]. Es ist daher anzunehmen, dass M. caryae, 

M. robinae und C. apicicornis zur Verteidigung auch die Duftprofile ihrer giftigen Vorbilder 
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imitieren. Die Spiroacetale könnten in diesem Zusammenhang zudem eine intraspezifische 

Funktion als Alarmpheromon erfüllen.  

Eng verwandte Bockkäfer nutzen häufig dieselben Verbindungen als (Aggregations-) 

Sexualpheromone [SCHRÖDER et al. 1994; LACEY et al. 2004, 2009; CURKOVIC & MUÑOZ 2011; 

HANKS & MILLAR 2013; HANDLEY et al. 2015; RAY et al. 2015; DUNN et al. 2016]. Bei vielen Clytini wie 

dem Indischen Kaffeestammborer Xylotrechus quadripes (s.a. H. hampei) [RHAINDS et al. 2001; 

HALL et al. 2006] sind dies unverzweigte 2,3-Alkandiole und Hydroxyketone (z.B. L-21, s. E.2). Eine 

reproduktive Isolation sympatrischer Arten wird dann durch saisonal oder tageszyklisch 

verschiedene Flugperioden (wie bei M. caryae und M. robiniae [DUSHAM 1921]) oder durch 

synergistische intraspezifische und antagonistische interspezifische Wirkung von Botenstoff-

Nebenkomponenten erreicht [HANKS et al. 2014; MITCHELL et al. 2015] (vgl. E. amygdali, 

P. castaneus, T. ekebladella). 

Die geschlechtsspezifisch produzierten Spiroacetale könnten somit auch eine Rolle bei der 

sexuellen Kommunikation spielen. Darüber hinaus wurden Mc.A und Mc.B und weitere 

Spiroacetale auch als mögliche Sexualpheromonkomponenten bei dem Goldrutenparasiten 

E. solidaginis identifiziert und könnten so auch Signale in einem noch komplexeren System sein. 

Conophthorin (Mc.A) und 2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Mc.D) sind die 

häufigsten bisher identifizierten Spiroacetale [FLETCHER & KITCHING 1995; FRANCKE & 

KITCHING 2001; BOOTH et al. 2009]. Chemische Mimikry mit Hilfe von Spiroacetalen wurde auch 

bei der Leuchterblume C. dolichophylla beobachtet, welche u.a. Mc.D und Mc.F zur Attraktion von 

Fliegen nutzt. Im Blütenduft von Campanula trachelium locken u.a. Mc.A und Mc.B Bestäuber an 

[MILET-PINHEIRO et al. 2013, 2015b]. Die Spiroacetale Mc.A, Mc.B, Mc.D, Mc.E, Mc.F und Mc.G 

wurden darüber hinaus bei parasitoiden Wespen gefunden [DAVIES & MADDEN 1985] und sind bei 

solitären Hymenopteren (z.B. Andrena spp.) [FRANCKE et al. 1980b, 1981; BERGSTRÖM et al. 1982] 

und Fruchtfliegen (z.B. Bactrocera spp.) Teile der Sexualpheromone [KITCHING et al. 1986, 1989; 

FLETCHER et al. 1992; FLETCHER & KITCHING 1995; BOOTH et al. 2006]. Conophthorin (Mc.A) ist Teil 

des Kommunikationssystems von koniferenbefallenden Borkenkäfern und dient als Rindenduft 

von Angiospermen (s. H. hampei) auch Bockkäfern zur Orientierung [MOREWOOD et al. 2003; 

IBEAS et al. 2007]. Erstmalig wurden mit Mc.A, Mc.C, Mc.D und Mc.F im Reviermarkierungs-Sekret 

von Rotducker-Antilopen auch Spiroacetale bei Säugetieren gefunden [KOTZÉ 1996; 

BURGER 2005]. 

Das Spiroacetal Mc.H ist ein neuer Naturstoff. Mc.C ist eine bei Insekten neue Verbindung.  
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D.2.3.3 Kleiner Kiefernkulturrüssler (Pissodes castaneus)   24 

Der Kleine Kiefernkulturrüssler Pissodes 

castaneus DE GEER 1775 (= P. notatus FABRICIUS 

1787) (Molytinae: Curculionidae: Coleoptera) ist 

ein bedeutender xylophager Schädling bei Kiefern-

gewächsen (Pinaceae: Coniferales), besonders der 

Gattung Pinus (Kiefern) [GRÉGOIRE & EVANS 2007; 

CABI 2018]. Die Unterfamilie Molytinae umfasst ca. 

10.000 meist holzbohrende Arten, unter ihnen ca. 

110 Kiefernrüssler (Pissodes spp.) [LEMPÉRIÈRE 

et al. 2007; OBERPRIELER 2007]. P. castaneus ist vor 

allem in Europa, Sibirien und Nordafrika verbreitet 

und dringt als invasive Spezies auch in Südamerika vor [IEDE et al. 2004; PEREYRA et al. 2016]. Der 

Rüsselkäfer ist häufig Sekundärschädling von Bäumen, die bereits durch abiotischen Stress, 

Pflanzenpathogene oder andere Schadinsekten (z.B. Kiefernbastschildläuse, Matsucoccoidae, 

und Borkenkäfer, u.a. Pityogenes spp.) geschwächt sind. Er ist selbst Vektor von Rostpilzen 

(Pucciniales) (vgl. P. aubei, H. hampei). Bei Massenbefall liegt die Mortalität der Wirtsbäume 

über 60% [CARLE 1974; DAY et al. 2007; VIIRI 2007].   

Die 5-11 mm großen Käfer (Abb.16) schlüpfen im Frühjahr und paaren sich innerhalb einiger 

Wochen. Die Weibchen legen während der gesamten Flugsaison von April bis Oktober insgesamt 

mehrere hundert Eier. Die Adulten ernähren sich von jungen Sprossen ihrer Wirtspflanzen. Der 

Hauptschaden entsteht durch den Fraß der Larven, welche entlang des gesamten Stammes bis in 

den Wurzelbereich ausgedehnte Galerien in Phloem und Cambium bohren und dadurch den 

Flüssigkeitstransport unterbrechen. Sowohl die Larven als auch die bis zu drei Jahre lebenden 

Adulten überwintern (nicht zwingend in Diapause), sodass bis zu trivoline Populationen mit 

überlappenden Generationen beobachtet werden [CARLE 1974; ALAUZET 1977; KENIS & 

MILLS 1994; PANZAVOLTA & TIBERI 2010; PANZAVOLTA 2014].  

Eine chemische Bekämpfung der Schädlinge im empfindlichen Ökosystem Wald ist wegen der 

heterogenen Populationsstruktur und der verborgenen Lebensweise äußerst schwierig. Daher 

kommen vor allem konventionelle forsttechnische Maßnahmen zum Einsatz [MCMULLEN 

et al. 1987; ALFARO et al. 1994; GRÉGOIRE & EVANS 2007; IEDE et al. 2007]. Zwar werden Pissodes spp. 

häufig von parasitoiden Hymenopteren befallen (bes. Brackwespen, Braconidae, aber auch 

Eurytomidae, vgl. E. amygdali) eine wirksame biologische Methode zur Kontrolle ist aber (auch 

                                                           

24 P 05:  Marques, F. A., Zaleski, S. R. M., Lazzari, S. M. N., Frensch, G., Senhorini, G. A. S., Maia, B. H. L. N. S., 

Tröger, A. G., Francke, W., Iede, E. T., Mori, K. (2011). Identification of (1R,2S)-grandisal and (1R,2S)-

grandisol in Pissodes castaneus male-produced volatiles: evidence of a sex pheromone. Journal of the 

Brazilian Chemical Society, 22(6), 1050-1055. 

Abb.16: Pissodes castaneus, Imago,  
Foto: [© LOBODA 2010]. 
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wegen starker Hyperparasitierung, vgl. A. victrix) nicht verfügbar [ALAUZET 1990; 

KENIS & MILLS 1994; KENIS 1997; KENIS et al. 2007a]. Pathogene und Nematoden wurden 

diesbezüglich bisher wenig untersucht [KENIS et al. 2007b; ZALESKI 2009]. 

Pheromon- und kairomonbasierte Monitoring- oder Fangmethoden könnten einen 

wertvollen Beitrag zur Eindämmung leisten [PHILLIPS et al. 1984; ATKINSON et al. 1988; 

GRÉGOIRE & EVANS 2007; SCHLYTER 2007]. Bei P. castaneus ist die Bedeutung von chemischen 

Signalen bei der Wirtfindung jedoch ungeklärt. Zwar wurden weibchenspezifische 

Rezeptorneuronen nachgewiesen, aber auch Botenstoffe zur intraspezifischen Kommunikation 

sind unbekannt [BICHÃO et al. 2003; DAY et al. 2007].  

Graphik 10: LAH-Reduktion von natürlichem Grandisal (Pc.A) zu Grandisol (Pc.B): TIC-
Chromatogramme A) Naturextrakt von P. castaneus-♂♂, B): derivatisierter Extrakt. 
Bedingungen: CP 8944 VF-5ms, 60/5-10-300. 

In Super Q-Adsorbaten aus dem Gasraum über geschlechtsreifen Käfern [ZALESKI 2009] 

wurden zwei für Männchen spezifische Verbindungen, Pc.A und Pc.B, im Verhältnis von ca. 1:1 

bis 2:3 gefunden (Chromatogramm s. P 05). Anhand der Massenspektren (s. P. obesus, 

Graphik 12) und durch Vergleich der Retentionszeiten mit denen racemischer synthetischer 

Referenzverbindungen wurden Pc.A als Grandisal (Pc.2) und Pc.B als Grandisol (Pc.1) 

identifiziert. Dazu wurde kommerzielles, racemisches Grandisol (Pc.1) mit PCC in DCM zu 

racemischem Grandisal (Pc.2) oxidiert (s. P. obesus, Schema 12). Mittels enantioselektiver GC-FID 

wurde durch Vergleich mit racemischem Pc.1 und synthetischem (1R,2S)-(+)-Grandisol (R,S-

Pc.1) 25 [KATZENELLENBOGEN 1976; MORI 1978] natürlichem Grandisol (1R,2S)-Konfiguration 

zugeordnet (Entiomerenreinheit ee > 95%). Die Enantiomere von synthetischem racemischem 

Grandisal (Pc.2) konnten nicht grundliniengetrennt werden. Daher wurde der Naturstoff mit 

LAH reduziert. In dem derivatisierten Naturextrakt wurde für (1R,2S)-Grandisol eine Reinheit 

von ca. ee = 98% bestimmt, so dass auch natürliches Grandisal diese Konfiguration besitzen 

muss (Graphik 10).     

                                                           

25   Prof. Dr. Kenji MORI, Tokyo, Japan [MORI & MIYAKE 1987]. 
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Graphik 11: FID-Gaschromatogramme: enantioselektive GC zur Bestimmung der absoluten 
Konfiguration von Grandisal (Pc.A) und Grandisol (Pc.B). 

Bedingungen: 2,3diMe-6TBS-βCD, 90 °C isotherm. 

Im Biotest [ZALESKI 2009] wirkt der Duft von Männchen allein auf Weibchen attraktiv. 

Hingegen locken die ♀♀ selbst keines der beiden Geschlechter an. Duftstoffe von 

Weihrauchkiefern (Pinus taeda) ziehen Männchen und Weibchen gleichermaßen an, sie wirken 

jedoch nicht wie bei anderen Pissodes spp. als Synergisten mit dem Lockstoff der Männchen. Das 

männchenproduzierte Bouquet bei P. castaneus ist daher vermutlich das erste Sexualpheromon 

in der Gattung Pissodes. Flüchtige Verbindungen der Kiefern dienen Männchen wie Weibchen 

offenbar unabhängig von Mechanismen der sexuellen Kommunikation als Kairomone bei der 

Nahrungs- und Wirtsuche.  

Grandisol und Grandisal in verschiedenen Mengen- und Enantiomerenverhältnissen (Tab. 2) 

sind männchenproduzierte Aggregationsphreromone, auch bei den nordamerikanischen 

Kiefernrüsslern, Pissodes approximatus [BOOTH & LANIER 1974; BOOTH et al. 1983 (1)], Pissodes 

nemorensis [FONTAINE & FOLTZ 1982; PHILLIPS et al. 1984 (2); HIBBARD & WEBSTER 1993 (3)] und 

Pissodes strobi [BOOTH et al. 1983; HIBBARD & WEBSTER 1993; ALFARO et al. 1994]. Sie wirken bei 

diesen Arten synergistisch mit Düften der Wirtspflanzen. Elektrophysiologische Untersuchungen 

zeigten, dass die Tiere auch artfremde Enantiomere registrieren [HIBBARD & WEBSTER 1993]. Die 

Differenzierung der chemischen Kommunikation könnte daher Teil der evolutionsbiologischen 

Artenbildung sein (vgl. E. amygdali, I. rotundata, T. ekebladella). 

Die Pheromone könnten bei den morphologisch sehr ähnlichen Spezies als taxonomisches 

Kriterium dienen [BOOTH & LANIER 1974; PHILLIPS & LANIER 1986; PEREYRA et al. 2016]. Bei 

P. castaneus scheinen Pheromonfallen mit Gemischen der Racemate möglich [PHILLIPS et al. 1984; 

ATKINSON et al. 1988].  
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 Phero Grandisol  Grandisal  Verhält. Ref. 

  abs. Konfig. % ee abs. Konfig. % ee  s. Text 

P. castaneus Sex 1R,2S > 95 1R,2S > 98 4 : 6  

P. aproximatus Agg     > 1 : 3 1 

P. nemorensis Agg 1R,2S 100 1S,2R 100 1 : 3 2; 3 

P. strobi Agg 1R,2S 99 1R,2S 20 1 : 2 1; 3 

Tab. 2: Mengen- und Enantiomerenverhältnisse von Grandisol und Grandisal in den Pheromonen von 
Männchen verschiedener Pissodes spp.  
Referenzen: s. Text 

Grandisol (cis-1-Methyl-2-(prop-1-en-2-yl)cyclobutyl]ethanol, Grandlure I) wurde zuerst 

beim Baumwollkapselbohrer (Anthonomus grandis, E.4.2) identifiziert [TUMLINSON et al. 

1969, 1971; HOBBS & MAGNUS 1976; DICKENS & MORI 1989] und ist hier, wie auch bei weiteren 

Anthonomus-Arten [ELLER et al. 1994; INNOCENZI et al. 2001; SZENDREI et al. 2011], Teil des von 

Männchen abgegebenen Aggregationspheromons. Es dient in dieser Funktion auch anderen 

Curculioniden [AMBROGI et al. 2009; RODRÍGUEZ et al. 2016] wie dem Sojaschädling Sternechus 

subsignatus [HAFTMANN 2006; AMBROGI et al. 2012] oder dem Pekannussbohrer, Curculio caryae 

[HEDIN et al. 1997]. Im Rahmen dieser Arbeit wurde Grandisol auch bei C. humeropictus und 

zusammen mit Grandisal bei P. obesus als Komponente der Aggregationspheromone identifiziert. 

Grandisol und (seltener) Grandisal wurden als Teile der pheromonalen Systeme auch bei dem 

Nutzholzambrosiakäfer Trypodendron domesticum sowie bei einigen Borkenkäferarten der 

Gattung Pityophthorus (Scolytinae: Curculionidae) identifiziert [FRANCKE et al. 1987, 1989, 1995; 

BYERS et al. 2013]. Bei allen erwähnten Arten besitzt die biologisch aktive Verbindung (1R,2S)-

(+)-Konfiguration. Das trans-Isomer (Fragranol, L-48) wurde von BOHLMANN et al. [1973] bei 

Artemisia fragrans gefunden.   

Das terpenoide Cyclobutan-Gerüst entsteht biosynthetisch vermutlich durch Ringschluss an 

C3 und C6 aus γ-Geraniol (L-47, s. E.3.3). Dieses wird de novo aufgebaut oder aus der 

Wirtspflanze sequestriert [MITLIN & HEDIN 1974; HEDIN 1977; THOMPSON & MITLIN 1979] und tritt 

vielfach als Grandlure-Nebenkomponente auf [FRANCKE et al. 1987; HAFTMANN 2006; BYERS et al. 

2013]. Pheromone mit terpenoider Cyclobutan-Substruktur sind selten und wurden außer bei 

Curculioniden (P. obesus und Conotrachelus spp.) noch als Sexualpheromone bei Schildläusen 

(Coccoidae: Hemiptera) identifiziert. 26  

                                                           

26  Allerdings wurde nur bei der Deckelschildlaus Aspidiotus nerii (Diaspididae) ein Grandisol-Typ gefunden (hier 
sesquiterpenoid) [EINHORN et al. 1998]. Bei mehreren Schmierlausarten (Pseudococcidae) [BIERL-LEONHARDT  

et al. 1981; ARAI et al. 2003; ZHANG et al. 2004; TABATA & ICHIKI 2016] liegt vermutlich ein Terpenoid aus irregular 
verknüpften Isopren-Einheiten (Lavandulol-Typ) vor [THULASIRAM et al. 2007; TABATA & ICHIKI 2016]. 
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D.2.3.4 Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus)   27 

Der Papayakäfer Pseudopiazurus obesus 

BOHEMANN 1838 (= papayanus MARSHALL 1922) 

(Piazurini) ist in den südamerikanischen Tropen 

beheimatet und gehört zu den Rüsselkäfern der 

neotropischen Unterfamilie Conoderinae 

(Curculionidae: Coleoptera) [DA COSTA-LIMA 1956; 

DE SOUSA et al. 2004a]. Die meisten ihrer ca. 2.400 

Arten entwickeln sich in Früchten oder Stämmen 

von Angiospermen. Bisher sind in der Gattung nur 

zwei weitere Arten beschrieben [ANZALDO 2017; 

GBIF 2021; BÁNKI et al. 2022]. P. obesus ist ein 

obligater Schädling bei Melonenbaumgewächsen 

(Caricaceae: Brassicales) und befällt Papaya (Carica papaya L. 1753) und die eng verwandten 

Vasconcellea. Er tritt häufig als Sekundärschädling bei geschwächten oder älteren Pflanzen und 

in schlecht gepflegten Plantagen auf [FANCELLI et al. 2008; SANCHES et al. 2011]. Der Käfer 

verursacht besonders in Nordostbrasilien und Kolumbien schwere ökonomische Schäden.  

Die nachtaktiven ca. 10 mm großen Weibchen bohren zur Eiablage Löcher in die Rinde der 

nicht verholzenden, innen hohlen Blattstämme. Die Larven fressen Galerien im 

meristematischen Gewebe im kortikalen Bereich des Stamms und unterbrechen dadurch 

irreversibel die Zirkulation des Pflanzensaftes. Die Blätter faulen, die Fruchtbildung bleibt aus, 

und bei massivem Befall sterben die Pflanzen ab. Nach ca. drei Monaten verpuppen sich die 

Larven in einem Kokon aus Pflanzenfasern [DE SOUSA et al. 2004a,b; MOREIRA & ZARBIN 2007a; 

SANCHES et al. 2011]. Tote und stark befallene Pflanzen müssen verbrannt werden. Verseuchte 

Plantagen erfordern einen Fruchtwechsel, da die Puppen auch im Boden überdauern. Eine 

Bekämpfung gelingt durch aufwändige, regelmäßige Inspektion der Plantagen auf Latex-

Ausfluss aus den Ovipositionsöffnungen und dort direkte Insektizid-Applikation. Der 

konventionelle Einsatz von Insektiziden gegen die Imagines bleibt ineffizient 

[MOREIRA & ZARBIN 2007b; SANCHES et al. 2011; MARTINS et al. 2016]. Zwar wurden Parasitoide und 

die Infektion mit Beauveria bassiana (vgl. H. hampei, C. psidii) bei Larven wie Adulten 

beobachtet, eine biologische Kontrollmethode ist jedoch nicht verfügbar 

[MOREIRA et al. 2003, 2011; HAFTMANN 2006; PENTEADO-DIAS et al. 2007; FANCELLI et al. 2013].  

Die Entschlüsselung der chemischen Ökologie der Käfer und ihrer Wirtspflanzen könnte die 

Entwicklung von Lockstofffallen für ein Befalls-Monitoring oder „trap-and-kill“-Methoden für ein  

                                                           

27 P 04:  Zarbin, P. H., Moreira, M. A., Haftmann, J., Tröger, A., Franke, S., Kopf, J., Mori, K., Francke, W. (2010). 

(1R,2S,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octane, a New Volatile Released by Males of 

the Papaya Borer Pseudopiazurus obesus (Col.: Curculionidae). Organic letters, 12(11), 2447-2449. 

Abb.17: Verwandte Art: Pseudopiazurus 

centraliamericanus,  
Foto: [© Oláh 2022]. 



D.2 Insekten 

 

130 

integriertes Schädlingsmanagement ermöglichen [MOREIRA & ZARBIN 2007b] (s. E.5.1).  

Dazu wurde die intraspezifische Wirkung von Super-Q-Adorbaten aus dem Gasraum über 

geschlechtsreifen Tieren im Y-Olfaktometer-Biotest untersucht. Dabei zeigte sich, dass allein der 

Extrakt von Männchen attraktiv und auf beide Geschlechter gleichermaßen wirkt. Der Duft eines 

frisch geschnittenen Papayastamms wirkte synergistisch [MOREIRA 2005].  

Schema 12: Synthese der Cyclobutan-Terpenoide Grandisal (Pc.2 = Po.A), Grandisolsäure (Po.1 = Po.D) und 
Papayanol (Po.2 = Po.C) aus (1R*,2S*)-Grandisol (Pc.1 = Po.B), Komponenten der Aggregations-
pheromone von P. obesus-♂♂ (P 04) und P. castaneus-♂♂ (P 05) sowie von Grandisolid (Ch.1) zur 
Identifizierung von Ch.B bei C. humeropictus (P 16).  

Bedingungen: i) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 2 h; 
ii) LAH, Et2O, RT 20 min;  
iii) m-CPBA, DMC, 0 °C bis RT 20 h;      
iv) CrO3, H2SO4 kat., Aceton, -20 °C bis RT 1 h;   
v) BF3*Et2O, DCM, -20 °C bis RT, 30 min; 
vi) p-TsCl, DMAP, TEA, DMC, -10 °C bis RT 14 h. 

Durch gaschromatographischen Vergleich dieser Extrakte wurden drei für Männchen 

spezifische Verbindungen, Po.A, Po.B und Po.C im Verhältnis 77 : 14 : 9, gefunden 

(Chromatogramm s. Supp. Mat. I.1 P 04). Durch GC/MS-Analyse und Vergleich mit synthetischen 

Referenzsubstanzen (vgl. P. castaneus) wurden Po.A und Po.B als Grandisal (Pc.2) bzw. Grandisol 

(Pc.1) identifiziert (Massenspektren: Graphik 12A und B). Deren absolute Konfiguration wurde 

nach Reduktion des Naturextrakts (vgl. P. castaneus) und Mikroderivatisierung mit 

Trifluoressigsäureanhydrid durch enantioselektiv-gaschromatographischen Vergleich mit 

synthetischen Referenzproben als (1R,2S)-(+)-Po.A und (1R,2S)-(+)-Po.B bestimmt 

[KÖNIG et al. 1989; MOREIRA & ZARBIN 2004; HAFTMANN 2006; ZARBIN et al. 2007]. Ein vierter 

Naturstoff, Po.D, wurde hiernach als Grandisolsäure (Po.1) identifiziert (Graphik 12D) (s. 

C. humeropictus). Dazu wurde racemisches Grandisol (Pc.1) mit JONES-Reagenz 

[HEILBRON et al. 1949; MILLAR et al. 1983] zur Säure Po.1 oxidiert (Schema 12). Deren Konfiguration 

konnte wegen der geringen Menge (ca. 2% von Po.A) nicht bestimmt werden.     
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Das Massenspektrum von Po.C deutete auf einen bicyclischen dioxygenierten 

Monoterpenalkohol hin. Wegen einer vermuteten biogenetischen Verwandtschaft wurde die von 

Grandisol abgeleitete Struktur 2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan (Po.2) 

postuliert. Bei der Umsetzung von racemischem (1R*,2S*)-Grandisol (= 1,2cis) mit m-CPBA 

[SCHWARTZ & BLUMBERGS 1964; KIM et al. 1998; MOORE et al. 1999; NICOLAOU et al. 1999] cyclisiert das 

entstehende Expoxid #37 in situ zum gewünschten Tetrahydopyran-Derivat (exo-Ringschluss) 

(Schema 12) (s. P 04). Sein Massenspektrum und die gaschromatographische Retentionszeit 

stimmen mit denen des Naturstoffs Po.C überein (Graphik 12C, s. P 04). Die Verbindung ist ein 

neuer Naturstoff und wurde Papayanol genannt.   

Graphik 12: 70 eV-Massenspektren (GC/MS) der Aggregationspheromon-Komponenten von P. obesus-♂♂: 
A) Grandisal (Pc.2 = Po.A),    B) Grandisol (Pc.1 = Po.B), 
C)  Papayanol (Po.2 = Po.C) und  D) Grandisolsäure (Po.1 = Po.D). 
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Bei der Epoxidierung bildet sich das neue 

Stereozentrum (C2 des Bicyclus) unter asymmetrischer 

Induktion durch das cis-substituierte Cyclobutan-System. 

Es entstehen die racemischen Diastereomere von 

Papayanol (Po.2) im Verhältnis von 92 : 8 (GC, s. 

Graphik 14B). Die relative Konfiguration des 

Hauptprodukts wurde durch NOESY-NMR-Experimente 

bestimmt (Graphik 13) und durch Röntgenstrukturanalyse 

an Kristallen 28 seines Tosylats (#38) (Abb.18, 

Graphik 14A) bewiesen: 1,2trans-1,6cis = 1R*,2S*,6R*.  

 

Graphik 13: Ausschnitte der NOESY-NMR-Spektren, Bestimmung der relativen Konfiguration 
von synthetischem 1,6cis-Papayanol (Po.2). 
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trans,cis-Papayanyltosylat (#38). 
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Zur Aufklärung der natürlichen absoluten Konfiguration wurde synthetisches (1R,2S)-(+)-

Grandisol (R,S-Pc.1) (s. P. castaneus) auf die gleiche Weise cyclisiert. Der Naturstoff coeluiert bei 

Verwendung einer optisch aktiven gaschromatographischen Phase mit dem synthetischen 

Hauptprodukt (1R,2S,6R)-Papayanol (R,S,R-Po.2)  (Graphik 14B).  

Graphik 14:  A: Raumstruktur von (1R,2S,6R)-Papayanol (Po.2) bestimmt durch Röntgenstrukturanalyse  
von Papayanyltosylat (#38),  R = p-MePh;   

B: Bestimmung der absoluten Konfiguration von natürlichem Papayanol Po.C:   
a) synthetisches rac-1,6syn-Papayanol: (1R*,2RS,6R*)-Po.2,   
b) aus syn. (+)-Grandisol (R,S-Pc.1) dargestelltes Papayanol: (1R,2RS,6R)-Po.2  
c) Naturstoff Po.C bei P. obesus-♂♂.  
Bedingungen: Heptakis-(2,6-di-O-methyl-3-O-pentyl)-β-CD, 100 °C isotherm, GC-FID. 

In Olfaktometer-Tests sowie im Feldversuch bewirkten sowohl synthetisches racemisches 

Grandisal (Pc.2) als auch ein gleichteiliges Gemisch der synthetischen Racemate der drei 

Naturstoffhauptkomponenten, Po.A, Po.B und Po.C die Aggregation von Käfern beider 

Geschlechter. In Synergie mit Wirtsdüften erreichte die Aktivität ein mit dem Naturextrakt 

vergleichbares Niveau [MOREIRA & ZARBIN 2004, 2007b; MOREIRA 2005]. Die biologische Funktion 

von Grandisolsäure Po.D sowie die Bedeutung der absoluten Konfiguration der vier 

Verbindungen wurden bisher nicht untersucht. 

Bei der Synthese entsteht Papayanol in dem Diastereomeren-Verhältnis, das auch im 

Naturextrakt gefunden wurde. Vermutlich erfolgt daher auch die Biogenese durch spontanen 

Ringschluss nach Epoxidierung von Grandisol.     

                                                           

28  Nobelpreis für Physik 1901: Wilhelm C. RÖNTGEN (1845–1923) D „als Anerkennung des außerordentlichen 
Verdienstes, den er sich durch die Entdeckung der nach ihm benannten Strahlen erworben hat“. 

Nobelpreis für Physik 1914: Max von LAUE (1879–1960) D „für seine Entdeckung der Beugung von 
Röntgenstrahlen beim Durchgang durch Kristalle“. 

Nobelpreis für Physik 1915: William H. BRAGG (1862–1942) und William Lawrence BRAGG (1890–1971) GB „für 
ihre Verdienste um die Erforschung der Kristallstrukturen mittels Röntgenstrahlen“. 
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Die Epoxid-Öffnung durch intramolekularen Angriff ist ein bei Insekten verbreitetes Prinzip 

zur Biosynthese von flüchtigen heterocyclischen Sekundärmetaboliten, z.B. von Frontalin (s. 

H. hampei) [PEREZ et al. 1996a; BARKAWI et al. 2003] oder Borkenkäferpheromonen wie Pityol (L-

44), Vittatol (L-45) und Brevicomin (L-5) (E.3.3) [VANDERWEL et al. 1992a; VANDERWEL & 

OEHLSCHLAGER 1992; FRANCKE et al. 1995; FRANCKE & SCHRÖDER 1999; BLOMQUIST et al. 2010]. 

Die bereits bei P. castaneus beschriebenen Verbindungen Grandisol und Grandisal sind als 

Aggregationspheromone von Curculioniden-Männchen recht verbreitet. Grandisol und 

Grandisolsäure sind u.a. Teil des vermuteten Aggregationspheromons bei C. humeropictus. 

(1R,2S,6R)-Papayanol wurde nach der Identifizierung bei P. obesus auch bei C. psidii-Männchen 

gefunden. Hier wurde später auch das als Botenstoff postulierte Papayanal identifiziert 

[ROMERO-FRÍAS et al. 2016]. Papayanol und Papayanal wurden (zusammen mit Grandisol und 

Grandisal, Konfigurationen unbestimmt) bei Männchen des Avokadosamenrüsslers, Heilipus 

lauri, nachgewiesen [ROMERO-FRÍAS et al. 2019]. 

Weibchen des Gestreiften Nadelholz-Ambrosiakäfers, Trypodendron lineatum, und weitere 

Arten der Gattung nutzen (+)-Lineatin (L-10, s. E.1) als Aggregationspheromon, das wie 

Papayanol ein 3-Oxabicyclo[4.2.0]octan-Gerüst besitzt [HEEMANN & FRANCKE 1976; 

SLESSOR et al. 1980; SCHURIG et al. 1982; MORI & NAGANO 1991]. 
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D.2.3.5 Guavenrüsselkäfer (Conotrachelus psidii)   29 

Südamerikanische Guavenrüsselkäfer, 

Conotrachelus psidii MARSHALL 1922, 

befallen Acca- und Guaven (Psidium)-

Pflanzen (Myrtaceae) [GONZÁLEZ et al. 2008; 

MACHADO et al. 2015; BATTISTI et al. 2019]. 30 

Mit über 1100 Spezies bildet Conotrachelus 

(Curculionidae) eine der größten 

Rüsselkäfer-Gattungen. Viele Arten 

gehören zu den nicht-xylophagen 

Molytinae. C. psidii ist einer von mehreren 

Guaven-Herbivoren der Gattung (z.B. C. dimidiatus in Mexiko) [GONZÁLEZ et al. 2008a; 

MONROY & INSUASTY 2009b; VARGAS et al. 2018]. In Peru, Brasilien, Kolumbien und Venezuela ist er 

der bedeutendste Schädling Echter Guaven, P. guajava. In unbehandelten Plantagen können 90% 

der Früchte befallen sein [INSUASTY et al. 2007; RUIZ et al. 2009]. 

Die etwa 6 mm großen adulten Käfer Abb.19) ernähren sich von Blütenknospen und 

Blattstielen. Befruchteten Weibchen legen im Laufe ihres bis zu 14monatigen Lebens bis zu 800 

Eier unter die Schale noch unreifer Früchte und verschließen die Bohröffnung mit einem zähen 

Sekret. Der Fraß der Larven an Samen und Fruchtfleisch führt zu Deformation der Früchte und 

Nekrotisierung. Nach 4-6 Wochen verlassen die ausgewachsenen Raupen die Frucht, graben sich 

in den Boden ein und verpuppen sich. Die Imagos schlüpfen nach den ersten Regenfällen im 

März [BAILEZ et al. 2003; MONROY & INSUASTY 2006, 2009a; INSUASTY et al. 2007; SILVA-FILHO 

et al. 2007; GONZÁLEZ et al. 2008a; PEDRAZA et al. 2009; VALENTE & BENASSI 2014]. 

Auch bei intensivem Einsatz bleiben Pestizide wegen der überwiegend verborgenen 

Lebensweise der Käfer ineffektiv. Die Bekämpfung basiert hauptsächlich auf kulturtechnischen 

Maßnahmen unter hohem Aufwand für Detektion und Monitoring (z.B. Beutel um junge Früchte, 

visuelle Untersuchung der Früchte auf Larvenbefall, Rüttelnetze zum Auffangen von Adulten) 

[SILVA-FILHO 2005; DOLINSKI et al. 2006; INSUASTY et al. 2007; GONZÁLEZ et al. 2008a; ALVES & 

BARBOZA 2011; SILVA-FILHO et al. 2012].   

                                                           

29 P 13:  Palacio-Cortés, A. M., Valente, F., Saad, E. B., Tröger, A., Francke, W., & Zarbin, P. H. (2015). 

(1R,2S,6R)-Papayanol, aggregation pheromone of the guava weevil, Conotrachelus psidii. Journal of the 

Brazilian Chemical Society, 26(4), 784-789. 

30  Die in der Neotropis heimischen immergrünen Laubbäume werden heute weltweit in den Tropen und 
Subtropen angebaut und sind in Süd- und Mittelamerika von hoher (sozio-)ökonomischer Bedeutung [SILVA-
FILHO 2005; HERRERA et al. 2010; ALVES & BARBOZA 2011; INSUASTY et al. 2011; SAGARPA 2016]. Ihre 3-8 cm großen 
Beerenfrüche werden als Obst gegessen oder industriell verarbeitet, die Blätter in der traditionellen Medizin 
verwendet [CAÑIZARES et al. 2003; GUTIÉRREZ et al. 2008; PRADA FORERO et al. 2009]. 

Abb.19: A) C. psidii, B) Larven auf Guavenfrucht, Fotos: 
[© DOLINSKI 2005a, 2005b]. 
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Parasitoide und Räuber (bes. Ameisen) zur biologischen Bekämpfung sind bei Conotrachelus 

spp. bekannt, aber bisher wenig erforscht [FOWLER 1989; AGUILAR & GASPAROTTO 1999b; 

JENKINS et al. 2006]. Alternativ scheint eine Kontrolle durch entomopathogene Pilze (bes. 

Beauveria spp., vgl. H. hampei) oder Nematoden möglich [DOLINSKI et al. 2006; INSUASTY et al. 2007; 

BRITO et al. 2008; CAMACHO et al. 2009; RUIZ et al. 2009].  

Das Kommunikationssystem der Guavenrüsselkäfer ist weitgehend unbekannt. Männchen 

emittieren Stridulationsgeräusche bei sexueller Aktivität und möglicherweise als Territorial-

markierungssignal [SILVA-FILHO et al. 2007]. Die Weibchen legen meist nur ein Ei pro Frucht und 

meiden bereits parasitierte Früchte, was auf Ovipositions-Markierung hindeutet [TAFOYA et al. 

2010; GARCÍA et al. 2015] (vgl. A. victrix, T. turkestanica, Yucca spp., E. amygdali, E. solidaginis). 

Zudem nutzen die Tiere Duftstoffe verschiedener Pflanzenteile als Wirtfindungs- oder 

Nahrungs-Kairomone [TAFOYA et al. 2011; SILVA-FILHO et al. 2012; ROMERO-FRÍAS et al. 2015]. Sowohl 

der Duft der Käfer (besonders der ♂♂) als auch die Faeces wirken anlockend auf beide 

Geschlechter, was ein Aggregationspheromon vermuten lässt [SILVA-FILHO 2005; 

GONZÁLEZ et al. 2008a,b; SILVA-FILHO et al. 2012]. Lockstoffe könnten Massenfangmethoden oder 

durch ein verlässliches Monitoring eine Verminderung des Pestizideinsatzes ermöglichen.  

Schema 13: Komponenten eines möglichen Aggregationspheromons bei C. psidii-Männchen.    

In Headspace-Extrakten von adulten Käfern auf Pflanzenteilen und Früchten (Graphik 16 und 

Tab. 3) wurden mittels GC/MS überwiegend typische flüchtige Pflanzenduftstoffe wie Mono- und 

Sequiterpenoide sowie mögliche HIPVs gefunden (Ester von C6-Alkoholen, u.a. Z-Hex-3-en-1-

ylacetat, L-32, sowie E-DMNT, s. Yucca und E.4.7). Durch Vergleich der Extrakte getrennt-

geschlechtlicher Gruppen wurde eine für Männchen spezifische Verbindung, Cp.A, nachgewiesen 

und anhand des von P. obesus bekannten Massenspektrums (Graphik 12C) als Papayanol (Po.2) 

identifiziert. Dieses wurde nach dem biomimetischen Ansatz (s. P. obesus) aus racemischem 

Grandisol (Pc.1) dargestellt. Beim Ringschluss bildet sich das neue Stereozentrum C2 bevorzugt 

1,2trans-konfiguriert. Daher ermöglichte die zusätzliche Synthese ausgehend von (+)-Grandisol, 

den vier durch enantioselektive Gaschromatographie separierten 1,6cis-Isomeren ihre 

Konfiguration zuzuordnen (Graphik 15). Und für den Naturstoff konnte durch Vergleich der 

Retentionszeiten 1R,2S,6R-Konfiguration bestimmt werden (mit ca. 1 rel% 1R,2R,6R-Isomer) (s. 

P 13). Als Nebenkomponenten der Extrakte wurden Grandisolsäure (Cp.B = Po.1) (nicht aber 

Grandisol) sowie geringe Mengen des Apocarotenoids Dihydroactinidiolid (Cp.C = #432) (s. Yucca 

spp.) identifiziert. Später fanden ROMERO-FRÍAS et al. [2016] bei P. psidii (1R,2S,6R)-Papayanal als 
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Pheromonnebenkomponente. In den für diese Arbeit vorliegenden Naturextrakten konnte der 

Aldehyd nicht nachgewiesen werden.  

Graphik 15: Bestimmung der absoluten Konfiguration von Papayanol (Cp.A) bei C. psidii mittels 
enantioselektiver Gaschromatographie (2,6Me2-3Pent-γCD, 110 °C isotherm, GC/MS). 

Synthetisches (1R,2S,6R)-Papayanol (R,S,R-Po.2) (84%ee) ist wie der Naturstoff EAD-aktiv bei 

♂♂ und ♀♀. Im Y-Olfaktometer-Verhaltenstest wirkt es auf beide attraktiv und synergistisch mit 

dem Duft der Wirtspflanze. Es wird daher eine biologische Funktion als Aggregationspheromon 

angenommen. Die qualitative und quantitative Zusammensetzung der Pheromone bei 

Guavenrüsslern (z.B. die Nebenkomponenten Grandisolsäure, Cp.B, und Dihydroactinidiolid, 

Cp.C, bei C. psidii) sowie die Stereochemie der Komponenten könnten wie bei Pissodes-Arten die 

Artabgrenzung gewährleisten und so auch als taxonomisches Kriterium dienen.   

Zur Kontrolle des Pflaumenrüsselkäfers, Conotrachelus nenuphar (Abb.20), werden bereits 

Fallen mit dem synthetischen Racemat des Aggregationspheromons von ♂♂, (1R,2S)-

Grandisolsäure, und synergistisch wirkenden Fruchtduftstoffen eingesetzt 

[ELLER & BARTELT 1996; LESKEY et al. 2001; LESKEY & PROKOPY 2001; PIÑERO & PROKOPY 2003; 

LESKEY & WRIGHT 2004]. Monitoring- und Massenfallen mit Pheromonen finden bei anderen 

Curculioniden Anwendung, z.B. bei Palmenrüsslern (Rhynchophorus spp.) (s. E.5.1) 

[OEHLSCHLAGER et al. 1992; WEISSLING et al. 1994; GIBLIN-DAVIS et al. 1996, 2013; HALLETT et al. 1999; 

FALEIRO 2006] und bei Anthonomus spp. [DICKENS et al. 1990; HARDEE et al. 1996; 

INNOCENZI et al. 2001; FRANCKE & DETTNER 2005; CROSS et al. 2006].  

Papayanol (Cp.A) wurde mit derselben absoluten Konfiguration bei P. obesus identifiziert. 

Grandisolsäure (Cp.B) ist bei diesem und bei C. humeropictus Teil des vermuteten Aggregations-

pheromons. Der Blütenduftstoff Dihydroactinidiolid (Cp.C) ist auch Teil des Sexualpheromons 

von Danainen-Männchen [FRANCKE et al. 1989; SCHULZ et al. 1993; BELTRAN & STANGE 2016].  

 

1S,2R,6S 

1S,2S,6S 

C. psidii 

syn. Papayanol: 1,6-cis 

syn. 1R,1RS,6R 

1R,2S,6R 1R,2R,6R 

15 16 17 18 19 20 21 t [min] 

In
t.

 [
m

V
]  

O
H OH

1R
2S

6R

O
H OH

1R
2R

6R

-Po.2 

-Po.2 



D.2 Insekten 

 

138 

 

Tab. 3: Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von C. psidii-♂♂. 
Identifizierung: GC/MS-Analyse, Massenspektren und Retentionsindices. 
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Graphik 16: TIC-Chromatogramme eines Headspace-Extrakts von C. psidii-♂♂. 
Bedingungen: VF-WAXms, 60 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50/3-3-80-5-150-8-250. 
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D.2.3.6 Kakaofruchtbohrer (Conotrachelus humeropictus)   31 

Der in Südamerika beheimatete Kakao-

fruchtbohrer Conotrachelus humeropictus FIEDLER 1940 

(Molytinae: Curculionidae) ist der bedeutendste 

Schädling bei Kakaobäumen (Theobroma spp.: 

Malvaceae). Besonders in Nordostbrasilien verursacht 

der Käfer bei den ökonomisch wichtigsten Kulturarten 

Kakao (T. cacao L.) und Cupuaçu (Großblütiger Kakao; 

T. grandiflorum) Ernteverluste von verbreitet mehr als 

50%, im Extremfall von 100% [MENDES et al. 1997; 

LOPES & SILVA 1998; AGUILAR & GASPAROTTO 1999a; 

SOUZA et al. 1999; GONDIM et al. 2001; THOMAZINI 2002].   

Die Weibchen leben mehrere Monate und 

produzieren etwa 100 Eier. Sie kerben die Schale junger Früchte und legen dort jeweils 1-4 Eier 

ab. Die Larven bohren sich durch das Perikarp und ernähren sich von Pulpa und Samen. Nach ca. 

4 Wochen verlassen die voll entwickelten Raupen die Frucht und verpuppen sich im Boden. Die 

Imagines schlüpfen etwas 5 Wochen später und paaren sich am selben Tag [MENDES et al. 1997; 

THOMAZINI 2000; CAMPOS et al. 2004; DA SILVA & PAMPLONA 2011]. Der Schaden wird primär durch 

Larvenfraß verursacht. Aber auch die nachtaktiven, 10 mm großen Adulten ernähren sich von 

jungen Kakaoblättern und Früchten. Der Käferbefall fördert zudem Sekundärinfektionen mit 

Pflanzenpathogenen und das Eindringen anderer Schädlinge durch die Austrittsöffnungen der 

Larven [LOPES & SILVA 1998; AGUILAR & GASPAROTTO 1999a; THOMAZINI 2002; 

DA SILVA & PAMPLONA 2011]. 

Die Schädlingsbekämpfung mit Pestiziden ist gegen die im Fruchtinneren geschützten Larven 

oder die im Boden verborgenen Puppen wenig effizient. Eine biologische Kontrolle durch 

insektenpathogene Pilze bzw. Nematoden (wie gegen C. psidii) oder durch Parasitoide ist bisher 

nicht verfügbar (Braconidae: Hymenoptera oder Trachinidae: Diptera wurden beobachtet) 

[MENDES et al. 1997, 2001; AGUILAR & GASPAROTTO 1999b; TAVARES & NUNES 2002; SIMI 2014]. 

Daher wird lediglich versucht, Schadpopulationen durch kulturtechnische Maßnahmen 

einzudämmen [THOMAZINI 1998; AGUILAR & GASPAROTTO 1999a; GONDIM et al. 2001; TAVARES et al. 

2002; DE SOUZA et al. 2007; DA SILVA & PAMPLONA 2011]. Chemoökologische Methoden könnten 

hier eine wertvolle Alternative bieten.  

                                                           

31 P 16:  Szczerbowski, D., Torrens, G. G., Rodrigues, M. A., Trevisan, O., Gomes, S. M., Tröger, A., Mori, K., 

Francke, W. Zarbin, P. H. (2016). (1R, 6R)-2, 2, 6-Trimethyl-3-oxabicyclo [4.2. 0] octan-4-one, a new 

monoterpene lactone produced by males of the cocoa borer Conotrachelus humeropictus (Col.: 

Curculionidae). Tetrahedron Letters, 57(26), 2842-2844. 

Abb.20: C. nenuphar, Imago,  
Foto: [© Clemson University 2011]. 
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Innerhalb einer Frucht werden häufig bis zu einigen Dutzend Larven, auch unterschiedlicher 

Entwicklungsstadien gefunden [THOMAZINI 2000; DA SILVA & PAMPLONA 2011], weshalb ein 

Wirtmarkierungspheromon sehr unwahrscheinlich erscheint. Hingegen wurden durch 

gaschromatographischen Vergleich von Headspace-Extrakten beider Geschlechter [Gewinnung: 

TORRENS 2015] die männchenspezifischen Verbindungen Ch.A bis F detektiert (Graphik 19). 

Anhand der Massenspektren (Graphik 12B und D) und der Retentionszeiten synthetischer 

Referenzsubstanzen wurden Ch.A und Ch.C als Grandisol (Pc.1, Grandlure I) bzw. Grandisolsäure 

(Po.1) identifiziert. Für natürliches Ch.A wurde mittels enantioselektiver GC und mit 

enatiomeren-reinem synthetischen Grandisol (R,S-Pc.1) als Referenz (1R,2S)-Konfiguration 

bestimmt. Ch.C wurde mit NaHCO3-Lösung aus der Naturprobe extrahiert und nach 

Reprotonierung isoliert. Der bei P. castaneus beschriebenen Methode folgend wurde der 

Naturstoff mit LAH zu Grandisol (Pc.1) reduziert und dessen absolute Konfiguration 

gaschromatographisch bestimmt, ebenfalls als (1R,2S). Die Spurenkomponente Ch.D wurde 

anhand des bekannten Massenspektrums als (2Z)-2-(3,3-Dimethylcyclohexyliden)ethanol 

(Grandlure II) identifiziert (Graphik 19).   

Graphik 17: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem  
2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-on (Grandisolid) (Ch.1 = Ch.B). 

Die Verbindung Ch.B zeigt im Massenspektrum (Graphik 17) dieselbe Molekülmasse (M+ = 168) 

wie Ch.A, jedoch als Hauptfragmentierung den Verlust von Methyl (m/z 153) und CO (m/z 140). 

Wegen einer möglichen biosynthetischen Verwandtschaft wurde für Ch.B das von 

Grandisolsäure abgeleitete bicyclische Lacton 2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-on 

(Ch.1, Grandisolid) vermutet. Die Struktur wurde durch JONES-Oxidation [HEILBRON et al. 1949; 

MILLAR et al. 1983] von racemischem Grandisol (Pc.1) zu Grandisolsäure (Po.1) (s. P. obesus) und 

deren Cyclisierung mit BF3 [ANSELL & PALMER 1964; SAITO et al. 1978] bestätigt. Zur Bestimmung 
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der absoluten Konfiguration wurde aus dem Naturextrakt isolierte (1R,2S)-Grandisolsäure (R,S-

Ch.C) zu (1R,6R)-Grandisolid (R,R-Ch.1) cyclisiert (Schema 12, S.130). Der Vergleich mittels 

enantioselektiver GC ergab für den Naturstoff Ch.B dieselbe absolute Konfiguration (Graphik 18) 

(s. P 16).      

Graphik 18: Bestimmung der absoluten Konfiguration von Grandisolid (Ch.B) bei  
C. humeropictus-♂♂ mittels enantioselektiver Gaschromatographie: 
     A) synthetisches racemisches (1R*,6R*)-Grandisolid (cis-Ch.1),    
     C) synthetisches (1R,6R)-Grandisolid (R,R-Ch.1),    
     B) Naturstoff Ch.B bei C. humeropictus-♂♂ 
Bedingungen: 6TBS-2,3Et-βCD, 50-2-180; GC/MS SIM m/z 125 140 153. 

Die männchenspezifische Verbindung Ch.F konnte durch massenspektrometrisch-

gaschromatographischen Vergleich mit synthetischen Referenzverbindungen 32 als (E)-

Phoracantholid J (Ch.2, Dec-4-en-9-olid) identifiziert werden. Zudem wurden in den Extrakten 

das gesättigte Lacton Phoracantholid I (Ch.3, Decan-9-olid, Ch.E) und zwei weitere (nicht 

verifizierte) strukturverwandte Verbindungen [vgl. SCHULZ et al. 2017] gefunden. Die 

Konfiguration der chiralen Macrolide wurde nicht bestimmt. 

(1R,2S)-Grandisol (Ch.A) ist bei Curculioniden besonders als Teil der von den Männchen 

produzierten Aggregationspheromone verbreitet (s. P. castaneus, P. obesus) [FRANCKE & 

DETTNER 2005; Ambrogi et al. 2009; Rodríguez et al. 2016]. Grandisolsäure (Ch.C) wurde auch bei 

C. psidii-Männchen identifiziert. Und auch dem Nordamerikanischen Pflaumenrüssler 

(Conotrachelus nenuphar, Abb.20) dient die (1R,2S)-(+)-konfigurierte Säure als 

Aggragationssignal [ELLER & BARTELT 1996; HOCK et al. 2015]. Alle bei Insekten bisher 

identifizerten Grandisol-Derivate besitzen bezüglich des Cyclobutan-Rings cis-Konfiguration.  

                                                           

32   Prof. S. SCHULZ, TU Braunschweig. 
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Graphik 19: TIC-Chromatogramme eines Headspace-Extrakts von C. humeropictus-♂♂. 
Bedingungen: VF-WAXms, 60 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50/3-3-80-5-150-8-250. 
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Die beiden hier involvierten Stereozentren zeigen bei den meisten der monocyclischen Vertreter 

(1R,2S)-Konfiguration. Auch das bei P. obesus und C. psidii identifizierte (1R,2S,6R)-Papayanol 

sowie das gerüstanaloge (1R,4S,5R,7R)-Lineatin (L-10, s. E.1 und P. obesus) besitzen dieselbe 

Stereochemie [MACCONNELL et al. 1977; BORDEN et al. 1979; SLESSOR et al. 1980]. Gleiches gilt für den 

bei C. humeropictus identifizierten neuen Naturstoff (1R,6R)-Grandisolid (Ch.B).  

Grandlure II (Ch.D) wurde zuerst gemeinsam mit Ch.A als Teil des Aggregationspheromons von 

Baumwollkapselkäfer-♂♂ (A. grandis, s. E.4.2) identifiziert [TUMLINSON et.al.  1969, 1971; DICKENS 

& MORI 1989] und auch bei anderen Arten der Gattung [ELLER et.al. 1994; INNOCENZI et.al. 2001; 

SZENDREI et.al. 2011] sowie dem Pecannussbohrer (Curculio caryae) [HEDIN et al. 1997] und dem 

Borkenkäfer Pityogenes quadridens gefunden [BYERS et al. 2013]. Die Verbindung könnte 

biosynthetisch ebenso wie Grandisol durch Cyclisierung von γ-Geraniol, hier unter Beteiligung 

der Methyliden-Gruppe und C7, gebildet werden [MITLIN & HEDIN 1974; BYERS et al. 2013] 

Monoterpenlactone sind als Botenstoffe bei Insekten selten (vgl. Yucca). In der Ordnung 

Coleoptera sind lediglich Iridoidlactone (vgl. A. victrix) als Wehrstoffe bei einigen Blattkäfern 

(Chrysomelidae) und Kurzflüglern (Staphylinidae) bekannt [SUGAWARA et al. 1979; 

PASTEELS et al. 1984; DETTNER 1993]. 33 Acetogenine Lactone sind als Signalstoffe häufiger 

[SCHULZ & HÖTLING 2015]. Decanolide kommen besonders bei Mikroorganismen vor 

[DRÄGER et al. 1996]. (Z)-konfiguriertes Phoracantholid J (Z-Ch.F) und Phoracantholid I (Ch.E) 

wurden zuerst bei Bockkäfern (Cerambycidae: Phoracantha spp,)  identifiziert [MOORE & BROWN 

1976; KITAHARA et al. 1983; WHEELER et al. 1988] und später auch bei Fröschen (Anuran spp.) 

gefunden [POTH et al. 2012, 2013]. Bei Käfern der Überfamilie Cucujoidae sind zehn- bis 14-

gliedrige acetogenine Macrolide (Cucujolide, z.B. L-87 s. E.4.2) als Aggregationspheromone 

verbreitet [OEHLSCHLAGER et al. 1987, 1988; VANDERWEL et al. 1990, 1992b].  

Vor dem Hintergrund der biologischen Aktivität von männchenproduzierten Grandisol- und 

Cyclohexyliden-Derivaten bei anderen Rüsselkäferarten lässt sich auch für die bei 

C. humeropictus identifizierten Verbindungen Ch.A bis D eine Funktion als Aggregations-

pheromone annehmen. Elektrophysiologische Untersuchungen und Verhaltenstest mit 

synthetischen Einzelkomponenten und nicht naturidentischen Gemischen deuten auf eine 

Attraktivität für beide Geschlechter hin [TORRENS 2015; DA COSTA 2018]. Die Funktion der 

Macrolide Ch.E und Ch.F bei C. humeropictus ist unbekannt. 

Grandisolid ist ein neuer Naturstoff. 

                                                           

33  Bishomoditerpenlactone dienen dem Bockkäfer Anoplophora malasiaca als Kontakt-Sexualpheromone 
[YASUI 2009] 
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D.2.4 Schnabelkerfe (Hemiptera) 

D.2.4.1 Vinchuca-Raubwanzen, Triatoma infestans und T. brasiliensis   34 35 36 

Die im Zentrum Südamerikas beheimatete Raubwanze 

Triatoma infestans KLUG 1834 und die in Nordostbrasilien 

endemische T. brasiliensis NEIVA 1911 gehören zu den am 

weitesten verbreiteten synantropen Triatominen-Arten 

(Reduviidae: Heteroptera) und in diesen Gebieten zu den 

epidemiologisch wichtigsten Vektoren der CHAGAS-

Krankheit beim Menschen [LENT & WYGODZISNKY 1979; 

GALVÃO et al. 2003; TELLERIA & TIBAYRENC 2010]. Die 

nachtaktiven Blutsauger dringen von prädomestischen 

Wirten aus besonders in einfache ländliche Behausungen 

vor. Sie übertragen den einzelligen Parasiten 

Trypanosoma cruzi aus ihrem Kot über die Stichwunde 

oder die Schleimhäute. Dieser verbreitet sich über das Blut 

in Muskel- und Nervenzellen und verursacht schwere chronische Organschäden 

[SCHAUB & WUNDERLICH 1985; DIAS & SCHOFIELD 1999; COURA & DIAS 2009; RASSI & MARIN-

NETO 2010]. Der Einsatz von Lockstofffallen oder Repellents könnte die Detektion oder Abwehr 

der Wanzen ermöglichen und besonders den Einsatz von Pestiziden in Innenräumen verringern.  

Den Sekreten der Metasternaldrüsen von Triatominen kommt vermutlich eine steuernde 

Funktion bei der Partnersuche oder der Paarung zu. Im Biotest wirken Drüsenextrakte der 

Weibchen von T. brasiliensis und T. infestans attraktiv auf Männchen. GC-EAD-Untersuchungen 

zeigten für eine unbekannte Verbindung dieser Extrakte eine elektrophysiologische Aktivität 

[MANRIQUE et al. 2006; PONTESET al. 2008; VITTA et al. 2009a; ZACHARIAS et al. 2010].  

Nach GC/MS-Analyse von Headspace- und Drüsen-Extrakten wurde für diese Verbindung, 

Ti.A, ein Alkyl-substituiertes 1,3-Dioxolan postuliert. Durch unabhängige, stereo- und 

enantioselektive Synthesen wurde die Struktur als (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

(Ti.1) aufgeklärt. Durch enantioselektive Gaschromatographie wurde ein natürliches 

Enantiomeren-Verhältnis (4S,5S) : (4R,5R) von 9:1 bei T. infestans und 4 : 1 bei T. brasiliensis 

                                                           

34 P 03:  Unelius, C. R., Bohman, B., Lorenzo, M. G., Tröger, A., Franke, S., Francke, W. (2010). (4S,5S)-2,2,4-

Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolane: a new volatile released by a triatomine bug. Organic letters, 12(24), 5601-

5603. 

35 P 06:  Bohman, B., Tröger, A., Franke, S., Lorenzo, M. G., Francke, W., Unelius, C. R. (2011). Structure 

elucidation and synthesis of dioxolanes emitted by two Triatoma species (Hemiptera: Reduviidae). Journal 

of natural products, 74(4), 690-694. 

36  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.3 

Abb.21: T. brasiliensis, Foto:  
[© GÓES 2024]. 
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bestimmt. Die Tiere produzieren zudem geringe Mengen des cis-Isomers (< 1%, absolute 

Konfiguration nicht bestimmt). Die gaschromatographischen Daten und die massen-

spektrometrische Fragmentierung von Ti.A ermöglichten die Identifizierung der trans-4-Ethyl-5-

methyl-1,3-dioxolane Ti.B, Ti.C, Ti.E und Ti.F mit verschiedenen Alkyl-Substituenten an C2 in den 

Extrakten beider Geschlechter sowohl von T. infestans als auch von T. brasiliensis. Bisher wurde 

jeweils nur die relative, natürliche trans-Konfiguration an C4 und C5 ermittelt. Bezüglich des 

asymmetrisch substituierten Zentrum C2 sind diese Naturstoffe 1:1-Epimeren-Gemische. 
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Schema 14: Alkyl-substituierte 4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane bei T. infestans und T. brasiliensis: 

(4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (S,S-Ti.A) 

(4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (R,R-Ti.A) 

4,5cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.A) 

(2RS)-4,5trans-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.B) 

(2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.C) 

(2RS,1´RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.E) 

(2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.F) 

Der biogenetische Ursprung dieser Verbindungen ist unbekannt. Die Art der Substitutionen 

bei Ti.C, Ti.E und Ti.F und die Isomeren-Verhältnisse bei Ti.E deuten auf eine Biosynthese der 

Carbonyl-Komponenten aus Aminosäuren hin (vgl. X. euvesicatoria). 

Die chemische Ökologie von sexueller Attraktion und Wirtfindung ist bei Reduviiden bisher 

wenig verstanden. Lediglich bei der australischen Raubwanze Pristhesancus plagipennis ist ein 

Aggregationspheromon bekannt [JAMES et al. 1994].  

Die identifizierten Dioxolane sind neue Naturstoffe und bilden als cyclische, formal 

intermolekulare Kondensationsprodukte eine neue Klasse flüchtiger Verbindungen bei Insekten. 

Ihre Funktion als chemische Signalstoffe bei Triatominen ist unbekannt, ebenso die Art- oder 

Geschlechtsspezifität ihrer Produktion sowie die Bedeutung der absoluten Konfiguration.   
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D.2.5 Zweiflügler (Diptera) 

D.2.5.1 Goldrutengallfliege (Eurosta solidaginis)  &  Hohe Goldrute (Solidago 

altissima)   37 

Die in Nordamerika beheimatete Hohe 

Goldrute Solidago altissima L. 1753 gehört 

zur Familie der Korbblütler (Asteraceae: 

Asterales) [WERNER et al. 1980; WEBER 

2000]. Wegen ihrer Habitat- und Klima-

toleranz treten Goldruten weltweit 

vermehrt als invasive Spezies auf [WEBER 

2001; HUANG et al. 2007]. Das mehrjährige, 

gelbblühende Kraut besiedelt Brachland 

wie Wiesen und bildet in natürlichen Öko-

systemen eine wichtige Nahrungsquelle für 

Nektarivore (bes. Hummeln, Bienen aber 

auch Käfer wie Megacyllene spp.) sowie 

Herbivore (z.B. Blattkäfer) [FARR 1948; 

MESSINA 1982; MADDOX & ROOT 1987, 1990]. 

Die Goldrutengallfliege Eurosta solidaginis FITCH 1855 (Tephritidae: Diptera) ist ein 

spezialisierter Solidago-Parasit [WARING et al. 1990]. Sie befällt bevorzugt S. altissima, aber auch 

andere Arten der Gattung, z.B. S. canadiensis [LICHTER et al. 1990; ABRAHAMSON et al. 1993]. Im 

Frühsommer schlüpfen zuerst die Männchen (Abb.22B) und locken in der Nähe potentieller 

Wirtspflanzen die Weibchen zur Paarung. Diese beginnen im Anschluss mit der Eiablage in die 

Sprossknospen. Die Larven induzieren im Stängel die Bildung typischer kugelförmiger Gallen 

[FELT 1940] (Abb.22C), in denen sie sich auf Kosten des Wirts entwickeln [HARTLEY 1998; 

YIP et al. 2017]. Dank ihrer eigenen Frostschutzchemie überstehen sie während der Diapause 

auch strenge Winter [STOREY & STOREY 1988; BENNETT et al. 1997; NELSON & LEE 2004]. Einzige 

Feinde der Larven vor der Verpuppung im Frühjahr sind Schlupfwespen der Gattung Eurytoma, 

der Raubkäfer MordeIlistena unicolor sowie Spechte, Meisen und Grauhörnchen 

[ABRAHAMSON et al. 1989b 1993; SHEALER et al. 1998].  

Eurosta-Weibchen nutzen offenbar chemische Charakteristika zur Erkennung geeigneter 

Wirte [Dicke 2000; Awmack & Leather 2002; YIP et al. 2021]. Dazu betasten sie vor der Eiablage 

die Goldrute mit den Tarsen und nehmen Testbohrungen mit dem Legestachel vor. Nicht jede 

                                                           

37 P 18:  Helms, A. M., De Moraes, C. M., Tröger, A., Alborn, H. T., Francke, W., Tooker, J. F., Mescher, M. C. 

(2017). Identification of an insect-produced olfactory cue that primes plant defenses. Nature 

Communications, 8(337), 1-9. 

Abb.22:  A) Solidago spp., Foto: [AT 2018],  
Brachfläche in Hamburg 

B) E. solidaginis-♂,  C) Galle von E. solidaginis bei 
S. altissima, Fotos: [© HELMS et al. 2013]. 
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Pflanze wird akzeptiert und man findet typischerweise pro Spross nur eine Galle und in dieser 

nur eine Larve [CAPPUCCINO 1992; WEIS & ABRAHAMSON 1998]. Die dabei relevanten Pflanzenstoffe 

sind unbekannt, auch ein Markierungspheromon konnte bisher nicht nachgewiesen werden 

[ABRAHAMSON et al. 1989a, 1993; CRAIG et al. 2000] (vgl. C. psidii, E. amygdali, Yucca spp.). Dagegen 

deuten Biotests auf ein von ♂♂ produziertes Sexualpheromon hin [HELMS et al. 2013, 2014].    

Von E. solidaginis parasitierte S. altissima erhöhen, anders als beim Angriff von Fraßinsekten, 

weder die Produktion von Jasmonsäure (L-126, Phytohormon zur Aktivierung der Herbivor-

Abwehr, s. E.4.7) [BOLAND et al. 1995; Schröder 1998; DAVIES 2004; SANTNER et al. 2009; TOOKER & 

HELMS 2014] noch die Emission von Wehrstoffen [TOOKER & DE MORAES 2008; TOOKER et al. 2008]. 

Goldruten, die zuvor lockenden ♂♂ oder deren Duftstoffextrakt ausgesetzt waren, sind 

hingegen weniger attraktiv für wirtsuchende ♀♀, erleiden weniger Herbivorenfraß und 

produzieren verstärkt Jasmonsäure [HELMS et al. 2013, 2014]. Daher wurde angenommen, dass 

die Pflanzen das vermutete Sexualpheromon als Signal eines erhöhten Parasitierungsrisikos 

wahrnehmen und für ein Priming der Defensivmechanismen nutzen.    

Sowohl die Solidago-Deterrents als auch die Fliegenduftstoffe sind unbekannt. Die 

Identifizierung der inter- und intraspezifisch wirksamen Signalstoffe könnte einen wichtigen 

Beitrag zum Verständnis der chemischen Pflanzen-Insekt-Kommunikation leisten und neue 

Verfahren zur Unkraut- oder Schadinsekten-Bekämpfung ermöglichen. 

Dazu wurden Headspace-Extrakte (Super Q) der flüchtigen Emissionen von lockenden 

E. solidaginis-♂♂ mittels GC/MS analysiert (Chromatogramm des Naturextrakts s. P 18). Anhand 

ihrer Massenspektren und durch gaschromatographischen Vergleich mit synthetischen 

Referenzverbindungen wurden die Spiroacetale Es.A bis Es.E identifiziert (Schema 15). 

Außerdem wurden anhand der Massenspektren mehrere unbekannte hydroxylierte 

Conophthorine (Es.F und Es.G) vermutet. Neben 1-Nonanol (Es.H) wurden einige unverzweigte 

Alkohole, Aldehyde und Ester (mehrheitlich mit 9 Kohlenstoffen) gefunden. 

Schema 15: Spiroacetale im Duft von E.solidaginis-Männchen 
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(5S,7S)-, (5R,7S)- und (5R,7R)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin)  (Es.A),  

(E)- und (Z)-2-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Es.B),  

(2E)- und (2Z)-2-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonane (Chalcogran)  (Es.C),  

1,7-Dioxaspiro[5.5]undecan (Olean)  (Es.D)  

1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan  (Es.E).  

Die Struktur des unsubstituierten Spiroacetals Es.E wurde durch 

Synthese von 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.1) nach der Route von 

PHILLIPS et al. [1980], JACOBSON et al. [1982] und DOUBSKÝ et al. [2004] durch 

BF3-katalysierte Alkin-Kupplung von Benzyl-blockiertem 4-Pentin-1-ol 

(#17 � #44) mit γ-Butyrolacton (#45) und Hydrierung an Pd/C aufgeklärt 

(vgl. Cerambycidae und C. arabica), Massenspektrum s. Graphik 20. Die natürliche absolute 

Konfiguration der Hauptkomponente (5S,7S)- = E,S-Conophthorin (E,S-Es.A) wurde mittels 

enantioselektiver Gaschromatographie durch Vergleich mit den Retentionszeiten der 

synthetischen Enantiomere (7S)- und (7R)-Conophthorin (Es.2) bestimmt (Chromatogramme, s. 

P 18). Diese wurden in einer analogen Synthesesequenz durch Kupplung von γ-Butyrolacton 

(#45) mit (S)- bzw. (R)-2-Benzyloxy-4-pentin (#50) dargestellt. Zur Synthese von 

enantiomerenreinem 4-Pentin-2-ol (#49) wurde (S)- bzw. (R)-Propylenoxid (#47) mit 

Lithiumacetylid-Ethylendiamin (#48) geöffnet (s. C. dolichophylla) (Schema 16).   

Schema 16: Synthesen von 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.1 = Es.E) und (5S,7S)-7-Methyl-1,6-
dioxaspiro[4.5]decan (E,S-Conophthorin, Es.2 = Es.A),  

Bedingungen: i) 1) NaH, THF, 0 °C bis RT 90 min, 2) BnBr, RT 2 h; 
ii) 1) n-BuLi 1.1 eq., THF, -40 °C bis RT 1 h;  
 2) -80 °C, BF3, γ-Butyrolacton (#45), bis RT 12 h; 
iii) H2 40 bar, Pd/C, Pentan, RT 16 h;   
iv) LiCCH*EDA (#48), DMSO, -15 °C bis RT 14 h.   

Der Einfluss einer Duftstoffexposition auf die Pflanzenabwehr wurde mit Larven des bei 

Entwicklung und Ernährung auf Solidago spp. spezialisierten Goldrutenkäfers Trirhabda virgata 

(Blattkäfer, Chrysomelidae) [BLATT et al. 1999; KALSKE et al. 2019] getestet. Synthetisches (E,S)-

Conophthorin (E,S-Es.2) bewirkte die gleiche Steigerung sowohl der Herbivorenabschreckung als 
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auch der Jasmonsäure-Produktion wie der Naturextrakt. Ein Stereoisomerengemisch des 

strukturverwandten Spiroacetals Es.B zeigt eine deutliche schwächere Aktivität. Dies könnte auf 

einer schwächeren Wechselwirkung mit demselben Rezeptor der Goldrute beruhen. Die 

Intensität der Priming-Reaktion korreliert positiv mit der exponierten E,S-Conophthorin-

Konzentration. Bereits Mengen in der Größenordnung der Emissionen eines einzelnen 

Männchens reichen aus, die pflanzlichen Verteidigungsmechanismen zu konditionieren.  Die 

Goldrute wird dadurch befähigt, ihre Verteidigung zu aktivieren, bevor der Parasit sie 

unterdrücken kann (s.o.). Die hohe Empfindlichkeit könnte es auch Nachbarpflanzen 

[HOLOPAINEN & BLANDE 2013; YIP et al. 2017; KALSKE et al. 2019] ermöglichen, einen vorbeugenden 

Schutz aufzubauen.  

Graphik 20: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) und charakteristische Fragmentierung von synthetischem 
1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.1 = Es.E); vgl. C. arabica, Graphik 27. 

Viele Pflanzen reagieren auf Pathogene oder Herbivorenbefall mit induzierter direkter 

chemischer Verteidigung (der Produktion von Wehrstoffen) und/oder indirekt mit der Emission 

von Synomonen zur Attraktion von Nützlingen [PRICE et al. 1980; KARBAN & MYERS 1989; DE 

MORAES et al. 1998; ARIMURA et al. 2000, 2005; WALLING 2000; SCHULZE et al. 2006; CHEN 2008; 

HEIL 2008] (vgl. A. victrix, T. turkestanica, Yucca spp., E.4.7). Priming befähigen sie zu verstärkter 

Abwehr bei einem möglichen erneuten Angriff [CONRATH et al. 2006, 2015; MESCHER & 

DE MORAES 2015]. Soweit bekannt, sind die Elicitoren (z.B. L-66) dieser Reaktionen nichtflüchtige 

Substanzen, die bei der Eiablage oder mit dem Speichel übertragen werden [ALBORN et al. 1997; 

PARÉ & TUMLINSON 1999; REYMOND 2013; HILKER & FATOUROS 2015].  

Flüchtige Defence-Primer für gesunden Pflanzen, u.a. Goldruten, wurden bisher nur in Düften 

befallener Nachbarpflanzen nachgewiesen [FARMER & RYAN 1990; KARBAN et al. 2000, 2014; 

DICKE & BRUIN 2001; ENGELBERTH et al. 2004; BALDWIN et al. 2006; FROST et al. 2008; KALSKE 
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et al. 2019]. Auch von anderen gallbildenden Insekten ist bekannt, dass diese nicht nur in der 

Lage sind, Morphologie und Physiologie ihrer Wirte zu ihren Gunsten zu modifizieren, sondern 

auch die systemische chemische Abwehr zu unterdrücken [PRICE et al. 1993; IZZO et al. 2006; 

TOOKER & DE MORAES 2007, 2011].  

Soweit biosynthetisch aufgeklärt, entstammen Spiroacetale dem Fettsäurestoffwechsel 

[BOOTH et al. 2009; SINGH et al. 2014] (s. E.3.1). Alle bei E. solidaginis identifizierten Spiroacetale 

besitzen ein unverzweigtes C9-Rückgrat (ebenso wie die meisten der gefundenen offenkettigen 

Verbindungen). Es lässt sich daher annehmen, dass sie de novo aus einer gemeinsamen 

acetogeninen Vorstufe durch wenig spezifische Oxidation gebildet werden.  

Sprioacetale, z.B. auch Conophthorin (Es.A) und Chalcogran 

(Es.C), kommen als Duftstoffe bei Mikroorganismen [BECK et al. 

2012; CITRON et al. 2012; BECK 2013], Pflanzen (vgl. C. arabicaa, 

C. dolichophylla) [KAISER 1991, 2000; KNUDSEN et al. 2006] und 

Tieren (bes. bei Insekten) vor [FRANCKE & REITH 1979; 

KOHNLE et al. 1992; BURGER 2005] (s. Megacyllene spp.). 

Conophthorin ist einer der häufigsten Vertreter dieser 

Substanzklasse und besitzt als Botenstoff, soweit bekannt, 

(5S,7S)-Konfiguration [FRANCKE & KITCHING 2001]. Als typischer 

Angiospermen-Duft dient es phytophagen Insekten als Wirt- bzw. Nichtwirt-Kairomon 

[BYERS 2004] (s. Es.A und Es.C bei C. arabica). Bei Fruchtfliegen sind Spiroacetale, auch Es.A, Es.B 

und Es.C, als Sexuallockstoffe weit verbreitet [FLETCHER & KITCHING 1995; BOOTH et al. 2006]. 

Vielfach werden auch hier hydroxylierte Spiroacetale als Nebenkomponenten gefunden 

[BAKER et al. 1982; KITCHING  et al. 1986, 1989]. Olean ist Hauptkomponente des Sexualpheromons 

der Olivenfliege, Bactrocera oleae, (Nebenkomponenten: 1,7-Dioxaspiro[5.5lundecan-3- und -4-

ol, s. E.4.5) [BAKER et al. 1980; HANIOTAKIS et al. 1986; FLETCHER et al. 1992]. Die drei Verbindungen 

Es.A, Es.B und Es.C dienen zusammen mit anderen (auch hydroxylierten) Spiroacetalen der 

intraspezifischen Kommunikation bei Vespoiden (s. E.4.3 und Cerambycidae) [FRANCKE et al. 1981; 

BERGSTRÖM et al. 1982; BRUSCHINI et al. 2006].  

E,S-Conophthorin (E,S-Es.A) wird von S. altissima als Defence-Primer-Kairomon ausgenutzt. 

Dies ist das bisher einzige Beispiel für die Perzeption von insektenproduzierten Duftstoffen 

durch Pflanzen. Die Verifizierung der Funktion des männchenspezifischen Dufts als 

Sexuallockstoff bei E. solidaginis und die Identifizierung intraspezifisch aktiver Komponenten 

stehen aus. Möglicherweise produzieren die nektarivoren Megacyllene spp. Conophthorin (Es.A) 

und 2-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Es.B) als Mimikry-Wehrstoffe. Eine Reaktion der 

Goldruten auf die Käfer ist nicht untersucht.     

1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.E) ist eine in der Natur bisher unbekannte Verbindung.   

Abb.23: Aposematische Färbung 
bei Trirhabda virgata,  

Foto: [© SMIDON33 2011]. 
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D.2.6 Termiten (Isoptera) 

D.2.6.1 Nördliche Erntetermite (Hodotermes mossambicus)   38 

Die Mozambique- oder Nördliche 

Erntetermite, Hodotermes mossambicus HAGEN 

1853, ist über die Savannen Ostafrikas und das 

semiaride Grasland im südlichen Afrika 

verbreitet. Die Tiere bauen sehr große 

unterirdische Nester mit bis zu mehreren 

Metern Durchmesser und Tiefe. Sie ernähren 

sich und das Königspaar überwiegend von reifen 

oder trockenen Gräsern und richten vor allem 

auf Weideland und Getreidefeldern erheblichen 

Schaden an [NEL et al. 1969; NEL & HEWITT 1969; LEUTHOLD et al. 1976; HEIDECKER & LEUTHOLD 1984; 

KHAN & AHMAD 2018]. Vermutlich besteht kein Zusammenhang zwischen ihren Erdnestern und 

den Feenkreisen Südwestafrikas [GRUBE 2002; MEYER et al. 2021]. 

Auf Agrarland und auch in der Nähe menschlicher Siedlungen werden sie vor allem mit 

synthetischen Insektiziden bekämpft. Die Kenntnis der chemischen Kommunikation könnte 

helfen, den Pestizideinsatz durch alternative, pheromongestützte Bekämpfungsmaßnahmen zu 

verringern [FINDLAY 1971; SU & SCHEFFRAHN 1998; LEWIS et al. 2000; LENZ et al. 2003; ROULAND-

LEFÈVRE 2011; AHMAD et al. 2018; DIOUF & ROULAND-LEFEVRE 2018]. 

Bei H. mossambicus werden, im Gegensatz zu vielen anderen Termitenarten, die Weibchen 

von den Männchen angelockt. Studien zum Calling-Verhalten der Männchen deuten darauf hin, 

dass die Sexualpheromone von der Sternaldrüse produziert und emittiert werden 

[LEUTHOLD 1977; LEUTHOLD & BRUINSMA 1977].  

In Sternaldrüsenextrakten von Männchen wurden zwei unbekannte Substanzen gefunden 39, 

deren Massenspektren auf einen terpenoiden offenkettigen Alkohol der Masse M+ = 266 

(entsprechend C18H34O, Hm.A) und den korrespondierenden Aldehyd Hm.B mit M+ = 264 

(C18H32O) hindeuteten. Als wahrscheinliche Strukturen wurden zunächst die Trishomo-2,3-

dihydrofarnesol-Derivate Hm.1 und Hm.2 (vgl. C. albicans) vermutet. Nach Synthese von (E)-

6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-

dienal (Hm.2) zeigten deren Massenspektren zwar ähnliche aber bei den relativen 

                                                           
38  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.5 

39  Naturextrakte: Arbeitsgruppe Christian BORDEREAU, Centre du Goût et de l’Alimentation, Université de 

Bourgogne, Dijon, France 

Abb.24: Hodotermes mossambicus-Arbeiter, 
Foto: [© DUPONT 2012]. 
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Peakintensitäten deutlich von denen der Naturstoffe Hm.A bzw. Hm.B abweichende 

Fragmentierungsmuster. Als mögliche Varianten mit gleichem Kohlenstoff-Gerüst wurden der 

Allylalkohol (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und der entsprechende 

Aldehyd (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4) postuliert. Jedoch auch diese 

Strukturen wurden nach Synthese durch Vergleich mit den Massenspektren der Naturstoffe 

falsifiziert. Angesichts der beobachteten Intensitätenunterschiede charakteristischer 

massenspektrometrischer Signale wurden (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

(Hm.5) und (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6) mit propanogeniner 

Substruktur vorgeschlagen (vgl. T. turkastanica). Auch diese Verbindungen sind nach 

massenspektrometrischem Vergleich nicht identisch mit den Naturstoffen. Die sechs 

Syntheseprodukte eluieren zudem mit deutlich größeren gaschromatographischen 

Retentionsindices als die Naturstoffe.  

Schema 17: Falsifizierte Strukturen für die mutmaßlichen Komponenten des Sexualpheromons von 
H. mossambicus-Männchen, Hm.A und Hm.B. 

Vor diesem Hintergrund müssen auch irregulär verknüpfte Terpenoide, Homoterpenoide wie 

Faranal (L-98, s. E.4.3) oder höher verzweigte Strukturen z.B. 2,5,9,13-Tetramethyltetradeca-

2,13-dienal, 2,6,9,13-Tetramethyltetradeca-2,13-dienal oder 2,4,6,8,12-Pentamethyltrideca-

2,11-dienal [W. FRANCKE, pers. Mitteilung] als mögliche Strukturen in Betracht gezogen werden.  
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D.2.6.2 DARWIN-Termite und Australische Feuchtholztermite 

(Mastotermes darwiniensis und Porotermes adamsoni)   40 

Die DARWIN-Termite, M. darwiniensis, ist die primitivste rezente Termitenart und die einzige 

der Familie Mastotermitidae. Sie ist die bedeutendste Schadart in Australien [AHMED et al. 2004]. 

Die Australische Feuchtholztermite, P. adamsoni, bildet kleine Kolonien in Totholz, Stämmen  

oder Ästen von Eukalypten im gemäßigten Südosten Australiens [HOWICK et al. 1975; MENSA-

BONSU 1976; THORNE 1997; BIGNELL et al. 2011; CABI 2019]. 

Beide Arten nutzen (E)-2,3-Dihydronorfarnesol (Md.A) als Spurfolgepheromon [SILLAM-

DUSSÈS 2004; SILLAM-DUSSÈS et al. 2007]. Die Bestimmung der natürlichen absoluten 

Konfiguration wäre durch enantioselektive gaschromatische Analyse des Ozonolyse-Derivats 2-

Methylpentan-1,5-diol (Md.1) möglich. Dazu wurden als Referenzsubstanzen (R)- und (S)-Md.1 

durch unabhängige, enantioselektive Synthesen dargestellt.  

Schema 18: (E)-2,3-Dihydronorfarnesol (Md.A, 2,6,10-Trimethyl-5,9-undecadien-1-ol): Spurpheromon von 
Porotermes adamsoni und Mastotermes darwiniensis;  (R)- und (S)-Methylpentan-1,5-diol (Md.1): 
synthetische Vergleichssubstanzen zur Bestimmung der absoluten Konfiguration von Md.A. 

Der gaschromatische Vergleich der synthetischen Enantimere mit einem Naturstoffderivat 

steht noch aus. 

                                                           
40  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.5 
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D.2.6.3 Formosa-Termite (Coptotermes formosanus)   41 

Die aus Südostasien stammende subterrane Formosa-Termite, Coptotermes formosanus 

SHIRAKI 1909 (Rhinotermitidae) hat sich weltweit in semiariden Regionen ausgebreitet und ist 

eine der bedeutendsten Isoptera-Schadarten [SU & SCHEFFRAHN 1998; LEWIS et al. 2000; 

LENZ et al. 2003; GENTZ et al. 2008; ROULAND-LEFÈVRE 2011; CHOUVENC et al. 2016; 

KHAN & AHMAD 2018]. 

Langkettige Kohlenwasserstoffe sind bei allen Insekten Teil der cuticularen Lipidschicht und 

dienen besonders bei sozialen Arten als Kontaktsignalstoffe der Art- und Kastenerkennung 

[HAVERTY et al. 2000; KLOCHKOV et al. 2009] (vgl. P. breviceps und C. dolichophylla). Bei 

C. formosanus sind die Cuticular-Kohlenwasserstoffe gut untersucht: sie bestehen überwiegend 

aus Methylalkanen, die zu qualitativ und quantitativ kastenspezifischen Profilen kombiniert 

werden. Hauptkomponenten sind u.a. 3-, 11- und 13-Methylheptacosan (Cf.A , Cf.B und Cf.C) 

(Schema 19) [HAVERTY et al. 1990, 1991, 1996, 2000]. 

Um zu klären, ob die Termiten zur Enantiomeren-Unterscheidung in der Lage sind und mit 

spezifischem Verhalten reagieren, wurden die drei Kohlenwasserstoffe 3-Methylheptacosan 

(Cf.1), 11-Methylheptacosan (Cf.2) und 13-Methylheptacosan (Cf.3) jeweils sowohl (R)- als auch 

(S)-selektiv dargestellt. 

Schema 19: 3-, 11- und 13-Methylheptacosan (Cf.A bis Cf.C), drei der Hauptkomponenten der cuticularen 
Monomethylalkane bei C. formosanus.  

Die synthetischen Enantiomere wurden bisher nicht auf ihre biologische Funktion getestet. 

 

                                                           
41  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.5 
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D.3 Pflanze-Insekt-Beziehungen 

D.3.1.1 Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla & Nist- und Halmfliegen 

(Carnoidae)   42 

Die in semiariden Tropen und 

Subtropen der Alten Welt verbreiteten 

Leuchterblumen, Ceropegia L. 1753 

(Stapeliinae: Ceropegieae) sind krautige, 

kletternde oder kriechende Seiden-

pflanzengewächse (Asclepiadoideae: 

Apocynaceae: Gentianales). Die ca. 230 

bekannten Arten werden, soweit 

bekannt, von kleinen tagaktiven Fliegen 

(Brachycera: Diptera) befruchtet 

[LI et al. 1995; BRUYNS 2000; MEVE & 

LIEDE-SCHUMANN 2007; SURVESWARAN 

et al. 2009; THE PLANT LIST 2013]. Ihre 

zwittrigen, nektararmen Kesselfallenblüten (Abb.25) halten potenzielle Bestäuber zur 

Übertragung der Pollinien temporär gefangen und entlassen sie beim Welken 

[VOGEL 1961, 1993; MASINDE 2004; COOBS et al. 2011]. 

Die in Südchina beheimatete Ceropegia dolichophylla SCHLECHTER 1913 wird von meist 

weiblichen Nist- (Milichiidae) und Halmfliegen (Chloropidae) bestäubt [HEIDUK et al. 2010, 2017]. 

Fliegen der Überfamilie (Carnoidae) sind Bestäuber myiophiler Pflanzen (z.B. Aristolochiaceae, 

Orchidaceae) [WOLDA & SABROSKY 1986; BORBA & SEMIR 2001; BOWER et al. 2015]. Die etwa 3 mm 

kleinen Kleptoparasiten ernähren sich jedoch von Drüsensekreten und Hämolymphe der Beute 

(häufig Aculeata oder Heteroptera) von Spinnen (Araneae), Fangschrecken (Mantodea) oder 

Raubwanzen (Reduviidae, s. T. infestans) [ROBINSON & ROBINSON 1977; SIVINSKY et al. 1985, 1999]. 

Für einige Milichidae und Chloropidae wurde gezeigt, dass sie von Insektivoren erbeutete 

Wanzen (Pentatomidae, Miridae) über deren Wehrsekrete oder Pheromone lokalisieren [EISNER 

et al. 1991; ALDRICH & BARROS 1995; ALDRICH et al. 1997; ZHANG & ALDRICH 2004]. Sie werden jedoch 

nicht nur von Nahrungsdüften, sondern auch von den Leuchterblumen angelockt [OLLERTON 

et al. 2009]. In diesem Zusammenhang wurden Ceropegia-Blütendüfte zuvor nur bei 

C. dolichophylla untersucht. Die chemischen Strukturen mehrerer Hauptkomponenten sowie die 

chemische Ökologie der Insekt-Pflanze-Beziehung blieben dabei ungeklärt [HEIDUK et al. 2010].    

                                                           
42 P 14:  Heiduk, A., Kong, H., Brake, I., von Tschirnhaus, M., Tolasch, T., Tröger, A., Wittenberg, E., Francke, W., 

Meve, U., Dötterl, S. (2015). Deceptive Ceropegia dolichophylla fools its kleptoparasitic fly pollinators with 

exceptional floral scent. Frontiers in Ecology and Evolution, 3, 66. 

Abb.25: A) Blüte von C. dolichophylla;  B) Desmometopa 

sordida auf Blütenspitze, Foto: [© HEIDUK et al. 2010]. 
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Daher wurde der Duft frisch geöffneter Blüten mittels GC/MS analysiert (Chromatogramm s. 

Graphik 21). In Headspace-Extrakten von Pflanzen verschiedener Standorte wurden einheitlich 

vor allem unverzweigte Alkane und Alkene, Spiroacetale [FRANCKE & KITCHING 2001; 

BOOTH et al. 2006] und N-(3-Methylbutyl)acetamid (Cd.J) gefunden (Tab. 4). Durch Vergleich von 

Massenspektren und Retentionszeiten mit denen synthetischer Referenzverbindungen wurden 

folgende Spiroacetale identifiziert (Schema 20): 

(E,E)- und (E,Z)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.A), 

2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Cd.B), 

(E,E)-2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.C), 

(E,E)-, (Z,E)-, (E,Z)- und (Z,Z)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.D), 

(E,E)- und (E,Z)-2,8-Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.E), 

7-Ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Cd.F), 

8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en  (Cd.G), 

2-Ethyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan  (Cd.H), 

2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan  (Cd.I). 

Die Zuordnung der relativen Konfigurationen erfolgte jeweils durch gaschromatographischen 

Vergleich mit synthetischen Racematen. Das Massenspektrum von synthetischem (E,E)-2,8-

Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (#53 = Cd.E) ist in Anhang G.7 gezeigt. Die Identität und die 

absolute Konfiguration des in den Naturextrakten dominierenden Spiroacetals Cd.D1 wurde 

durch gaschromatographischen und massenspektrometrischen Vergleich mit racemischem und 

enantiomerenreinem 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) bestimmt.    

Schema 20: Spiroacetale im Blütenduft von C. dolichophylla, bei Desmometopa EAD-aktiv:   
(E,E)- und (E,Z)-Cd.A,   Cd.B,   (E,E)-Cd.C,   (E,E)- und (EZ/ZE)-Cd.D,  
(E,E)- und (E,Z)-Cd.E,   Cd.F,    Cd.G  und   Cd.H 

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

EE-
EZ- EE-Cd.A Cd.B Cd.C

Cd.F Cd.E

Cd.G Cd.H Cd.I

EE-
EZ-

EE-, EZ-
ZE-, ZZ- Cd.D



D.3 Pflanze-Insekt-Beziehungen 

 

158 

Graphik 21: FID-Chromatogramm (GC/MS; HP-5ms 60 m, 50/3-3-80-5-150-7.5-300) eines Dynamic-
Headspace-Extrakts von frisch geöffneten Blüten von C. dolichophylla.  
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# RT [min] RI [1] Chemische Verbindung  EAD Q 

1 20.68 1100 n-Undecan   • 

2 20.85 1105 n-Nonanal   • 

3 21.24 1116 b-Phenylethanol   •• 
4 21.91 1136 N-(3-Methylbutyl)acetamid Cd.J o •• 

5 22.25 1145 (E,E)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan   EE-Cd.A o • 

6 22.75 1160 2-Ethyl-7-methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan   Cd.B o tr 
7 23.01 1167 n-Octansäure   • 

8 24.12 1200 n-Dodecan   • 

9 24.34 1206 n-Decanal   • 

10 24.72 1219 (E,Z)-2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan   EZ-Cd.A o • 
11 25.22 1235 (E,E)-2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan   Cd.C o tr 
12 26.10 1264 n-Nonansäure   • 

13 26.79 1286 6-Tridecen k Cd.M o • 

14 26.87 1289 5-Tridecen k Cd.L o • 
15 27.04 1294 2-Undecanon    • 

16 27.19 1300 n-Tridecan   ••• 

17 27.79 1322 (2S,6R,8S)-8-Methy-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan SRS-Cd.D o ••• 
18 27.89 1325 (E,E)-2,8-diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan   EE-Cd.E o •• 

19 27.99 1329 uk Spiroacetal  o • 

20 28.02 1330 7-Ethyl-2-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan   Cd.F o • 

21 28.36 1343 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undec-3-en   Cd.G o • 
22 28.55 1350 2-Ethyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan   Cd.H o tr 
23 28.70 1356 uk unges. Spiroacetal   • 

24 29.09 1371 2-Ethyl-8-methyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan   Cd.I  • 

25 29.23 1376 2,8-Dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.7]tridecan t   • 
26 29.46 1385 (E,Z)-2,8-Diethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan   EZ-Cd.E o • 

27 29.48 1386 Tetradecen p   • 

28 29.54 1388 (Z,E)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan ZE-Cd.D o • 
29 29.67 1393 (E,Z)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan EZ-Cd.D  • 

30 29.83 1400 n-Tetradecan   • 

31 30.09 1411 n-Dodecanal   • 

32 30.57 1432 2-Acetoxyundecan   • 
33 30.82 1443 (Z,Z)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan ZZ-Cd.D  • 

34 31.12 1457 (E)-Geranylaceton   • 

35 31.61 1479 6,9-Pentadecadien k Cd.P o ••• 

36 31.70 1483 7-Pentadecen k Cd.O o •••• 
37 31.74 1485 6-Pentadecen k Cd.N o • 

38 31.82 1488 5-Pentadecen k    

39 31.90 1492 3-Tridecanon t   • 
40 32.02 1497 2-Tridecanon Cd.K o • 

41 32.06 1500 n-Pentadecan   •• 

42 34.00 1600 n-Hexadecan   •• 

43 34.18 1609 Dodecenylacetat p   •• 
44 34.52 1629 2-Acetoxytridecan    ••• 

45 35.42 1681 (Z)-Heptadec-8-en   •• 

46 35.63 1692 Heptadecen p   •• 

47 35.74 1700 n-Heptadecan   •• 
48 35.84 1705 Pristane   • 

49 37.33 1799 n-Octadecan   •• 

 
Tab. 4: Identifizierte Verbindungen im Headspace-Extrakt von C. dolichophylla-Blüten, 

Q: rel. Quantifizierung, Größenordnung;  tr: Spur;   EAD o:  EAD-aktiv bei Desmometopa  
t: anhand des MS vermutete Struktur;  
p:  Doppelbindungsposition unbekannt;  k: Doppelbindungskonfiguration unbekannt 
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Dazu wurde analog der Synthese von (S,E)-Conophthorin (Es.A = Mc.A = Co.A) derselbe 

Baustein, racemisches bzw. (S)-konfiguriertes 2-Benzyloxy-4-pentin (#50) (s. E. solidaginis, 

Schema 16), mit kommerziellem racemischem δ-Octalacton (#54) 43 gekuppelt 

[PHILLIPS et al. 1980; JACOBSON et al. 1982; DOUBSKÝ et al. 2004]. Die Hydrierung an Pd/C lieferte das 

Spiroacetal (Cd.1) mit einer Ausbeute von 32% (2 Stufen) als Gemisch von drei der vier 

möglichen Diastereomere im Verhältnis 56 : 10 : 35 (gaschromatographische Trennung, DB-

5ms, 30 m, 60-5-10-300, Chromatogramm, s. P 14) (Schema 21). Das zuerst eluierende 

Synthesehauptprodukt (Cd.1.1) coeluiert mit dem Naturstoff Cd.D und zeigt ein identisches 

Massenspektrum (Graphik 22). Die Spektren der beiden anderen Isomere unterscheiden sich 

deutlich (s. Anh. G.7).   

Schema 21: (8S)-selektive Synthese von 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1),  
  Hauptprodukt: (2S,6R,8S)-Cd.1.   

Bedingungen: i) 1) n-BuLi 1.1 eq., THF, -78 °C bis RT 90 min;  
 2) -78 °C, BF3, #54, bis RT 8 h; 
ii) H2 40 bar, Pd/C, MeOH, RT 18 h.   

Bei alkyl-substituierten Spiroacetalen mit Tetrahydopyran-Substruktur sind wegen 

sterischer 1,3-WW axialer Substituenten jene Sesselkonformationen thermodynamisch stabiler, 

bei denen die Substituenten äquatoriale Positionen einnehmen. Zudem sind aus 

stereoelektronischen Gründen (anomerer Effekt) Konformationen begünstigt, in denen das O-

Atom des Nachbarrings in axialer Position steht. Das energetisch stabilste Isomer besitzt daher 

Req-Oax-Struktur, bei Substitution in α-Position zum O-Atom (entspechend unverzweigter Kette) 

also E-Konfiguration (s. 5S,7S = S,E-Conophthorin, Es.A = Co.A, E. solidaginis und C. arabica). Bei 

der Cyclisierung bildet sich das stereogene Spirozentrum daher unter asymmetrischer Induktion 

durch die Substituenten [DESLONGCHAMPS et al. 1981; FRANCKE et al. 1980b, 1981; 

PERRON & ALBIZATI 1989; POTHIER et al. 1992; KITCHING et al. 1989; BOOTH et al. 2009].  

                                                           
43  Claus Nitsche & Sohn GmbH, Hamburg 
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Graphik 22: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von natürlichem (E,E)-8-Methyl-2-propyl-1,7-
dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.D = Cd.1); vgl. E. solidaginis, Graphik 20, und . C. arabica, Graphik 27.  

Bei 2,8-Dialkyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecanen mit zwei verküpften Sechsringen dirigieren 

beide Substituenten äquatorial unter gleichzeitiger Wirkung eines doppelten anomeren Effekts. 

Die Produktverteilung bei der Synthese wird bestimmt durch die relativen thermodynamischen 

Stabilitäten der vier möglichen Diastereomere bzw. der jeweils vier möglichen Doppelsessel-

konformere mit den Substituenten in eq,eq-, eq,ax-, ax,eq- bzw. ax,ax-Position (Schema 22). Nur 

das (E,E)-Stereomer kann ein Konformer mit zwei äquatorialen Substituenten und zwei axialen 

O-Atomen bilden (A1). Bei (E,Z)- und (Z,E)-Konfiguration muss ein Strukturelement von der 

günstigsten Position abweichen. Bei (Z,Z) liegen immer zwei destabilisierende Elemente vor. Im 

Falle von Cd.1 ist vermutlich das (E,Z)-Acetal mit Destabilisierung nur durch Meax (B2) 

gegenüber (Z,E) begünstigt (Schema 22). Bei der Acetalisierung reagiert ein (S*,S*)-Precursor 

zum (2S*,6R*,8S*) = (E,E)- oder (2S*,6S*,8S*) = (Z,Z)-Produkt, aus (S*,R*) bilden sich die (E,Z)- 

und (Z,E)-Spiroacetale.  

Bei der gaschromatographischen Analyse von Spiroacetalen eluieren in der Regel, 

entsprechend der stärkeren Einbettung der O-Atome in die Kohlenwasserstoff-Hülle, die (E)- 

bzw. (E,E)-Isomere früher als die (EZ/ZE)- und schließlich die (Z)- bzw. (Z,Z)-Isomere (vgl. 

C. arabica, E. solidaginis) [FRANCKE et al. 1981; KITCHING et al. 1989]. 
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Damit lassen sich das bei der Synthese beobachtete Produktverhältnis erklären und den 

gaschromatographischen getrennten Isomeren bzw. den natürlichen Spiroacetalen ihre 

Konfigurationen zuordnen (Tab. 4):  

• Der Naturstoff Cd.D1 bzw. das zuerst eluierende Synthesehauptprodukt besitzen (E,E)-,  

die Isomere Cd.D2 = Cd.1.2 und Cd.D3 = Cd.1.3 vermutlich (Z,E)- bzw. (E,Z)-Konfiguration. 

• Synthetisches (Z,Z) wird zugunsten von (E,E) nicht in substanzieller Menge gebildet. 

• Das Mengenverhältnis ist Cd.1.1 ≈ Cd.1.2 + Cd.1.3.  

Schema 22: Strukturen der (E,E)-, (E,Z)-, (Z,E)- und (Z,Z)-Diastereomere und jeweiligen Doppelsessel-

konformere von (8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1), • = n-Propyl.   

Die relative (E,E)-Konfiguration wurde nach säulenchromatographischer Isolierung des 

synthetischen Diastereomers Cd.1.1 NMR-spektroskopisch anhand der α-ständigen, axialen 

Protonen [FRANCKE et al. 1980c; FRITZSCHE 2006] bestätigt (s. Anh. G.7).  
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Mittels enantioselektiver GC mit 2,3-di-O-Me-6-O-TBS-βCD als stationäre Phase konnten die 

durch Umsetzung von rac-#50 erhaltenen drei diasteromeren Racemate getrennt werden. Unter 

Verwendung von S-#50 als Kupplungsreagenz wurden die jeweiligen (8S)-Enantiomere erhalten, 

so dass den sechs Peaks ihre Konfiguration zugeordnet werden konnte. Durch Vergleich der 

Retentionszeiten wurde für den Naturstoff (2S,6R,8S)-Konfiguration bestimmt (Graphik 23). 

Graphik 23: Bestimmung der absoluten Konfiguration von Naturstoff Cd.D durch enantioselektiven GC-
Vergleich eines Naturextrakts (B) mit (C) synthetischem enantiomerenreinen (2S,6R,8S)- und  

(A) synthetischem racemischem (E,E)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1). 

α = 1.220 (trSRS/trRSR). 

Bedingungen: 6TBS-2,3Me2-βCD, 30 m, 90 °C isotherm, H2, FID. 

EAD-Untersuchungen mit dem pflanzlichen Naturextrakt bei Weibchen verschiedener 

Desmometopa spp. (Milichiidae) zeigten elektrophysiologische Aktivität der Spiroacetale (E,E)-

und (E,Z)-Cd.A, Cd.B, (E,E)-Cd.C, (E,E)- und (EZ/ZE)-Cd.D, (E,E)- und (E,Z)-Cd.E, Cd.F, Cd.G und Cd.H, 

des Amids Cd.J von Tridecan-2-on (Cd.K) und sowie der Kohlenwasserstoffe 5- und 6-Tridecen, 

6- und 7-Pentadecen (Cd.L-O) und 6,9-Pentadecadien (Cd.P) (Schema 23) (vgl. Yucca reverchonii). 

Durch Verhaltenstests mit synthetischen (2S,6R,8S)-Cd.D, (2E,8E)-Cd.E und Cd.J konnte bei 

verschiedenen Milichidae und Chloropidae spp. die Attraktivität der drei Naturextrakt-

Hauptkomponenten bewiesen werden. Die Doppelbindungskonfiguration der Alkene wurde 

nicht bestimmt.  
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Die Spiroacetale Cd.A, Cd.B, Cd.C, Cd.D und Cd.H sind bei Insekten als Komponenten der 

Sexualpheromone und besonders der Alarmpheromone aus Gift- und Wehrsekreten von 

Hymenopteren beschrieben [FRANCKE et al. 1981; BERGSTRÖM et al. 1982; BRUSCHINI et al. 2006]. In 

diesem Zusammenhang nutzen die Bockkäfer M. caryae, M. robiniae und C. apicicornis die 

Verbindungen Cd.A und Cd.B vermutlich zum Schutz durch Bate´sche Mimikry. Die Spiroacetale 

Cd.A, Cd.B, Cd.C und Cd.D sind auch bei Fruchtfliegen (Tephritidae) verbreitet. Bei mehreren 

Bactrocera spp. wurde eine Funktion als (meist von Männchen produzierte) Sexualpheromone 

nachgewiesen [BAKER & BACON 1985; KITCHING et al. 1986, 1989; FLETCHER et al. 1992; FLETCHER & 

KITCHING 1995; WEE & TAN 2005; BOOTH et al. 2006] (vgl. E. solidaginis). Auch Isoamylacetamid 

Cd.J ist Teil des Giftdrüsensekrets verschiedener Vespidae, z.B. Polistes und Vespula spp. 

[LANDOLT et al. 1995; BRUSCHINI et al. 2006], und möglicher Signalstoff bei Fruchtfliegen 

[BAKER & BACON 1985; WEE & TAN 2005]. Das entsprechende Acetat L-13 ist Alarmpheromon von 

Honigbienen, Apis mellifera [BOCH et al. 1962] (s. E.1).   

Acetogenine n-Alkene und n-Alkadiene sind als Pflanzeninhaltsstoffe (s. Yucca spp.) und als 

Botenstoffe bei Insekten verbreitet, z.B. als Sexualpheromone (s. T. ekebladella und E. amygdali) 

oder cuticulare Erkennungspheromone von Hymenopteren, Dipteren und Isopteren (s. 

P. breviceps und E.3.1) [MILLAR 2000; ANDO et al. 2004; KAIB et al. 2004]. Sie werden biosynthetisch 

meist durch Abbau ungesättigter Fettsäuren (z.B. Linol- und Linolensäure) erzeugt und sind in 

diesen Fällen Z-konfiguriert (s. Y. reverchonii). Tridecan-2-on (Cd.K) ist ein recht verbreiteter 

Naturstoff und wurde im Rahmen dieser Arbeit auch bei X. euvesicatoria gefunden.  

Schema 23: Weitere bei Desmometopa EAD-aktive Komponenten im Blütenduft von C. dolichophylla. 

Trügerische Blüten vieler Seidenpflanzengewächse, vor allem Stapeliinae, imitieren den 

Zersetzungsgeruch pflanzlichen oder tierischen Materials [VEREECKEN & MCNEIL 2010; 

URRU et al. 2011; JÜRGENS et al. 2013] und werden von sapro- oder microphilen Fliegen, besonders 

Acalyptratae bestäubt [MEVE & LIEDE 1994; OLLERTON & LIEDE 1994; LARSON et al. 2001; OLLERTON 

et al. 2009; WOODCOCK et al. 2014]. Der Geruch dieser nahrungs- und brutplatzmimetischen 

Aasblumen [JÜRGENS et al. 2006, 2010; JOHNSON & JÜRGENS 2010] unterscheidet sich jedoch 

grundlegend vom Blütenduft von C. dolichophylla. Es lässt sich annehmen, dass auch die 
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Fallenblüten von C. dolichophylla ohne Gegenleistung Fliegenweibchen als Bestäuber anlocken 

(Kleptomyiophilie). Sie emittieren dazu einen Mimikry-Duft der Alarmpheromone, cuticularen 

Lipide und der Wehrstoffe angegriffener Insekten, möglicherweise auch der (bisher 

unbekannten) Sexualpheromone männlicher Milichiidae oder Chloropidae. 

Ein analoges Bestäubungssystem wurde bei Ceropegia sanderonii und C. stenantha aufgeklärt 

[HEIDUK et al. 2016, 2019]. Auch die Osterluzei Aristolochia rotunda imitiert Wanzendüfte zur 

Attraktion von weiblichen Chloropiden [OELSCHLÄGER et al. 2015]. Mimikry von 

Insektenpheromonen durch Pflanzen ist besonders bei Orchidaeceae zur nichtbelohnenden 

Bestäuberanlockung verbreitet [DAFINI 1984; BORG-KARLSON 1990; NILSSON 1992; 

SCHIESTL & SCHLÜTER 2009]: Die von Hornissen bestäubte Dendrobium sinense imitiert 

Alarmpheromone von Honigbienen (Beute-Mimikry) [BRODMANN et al. 2009]. 

Epipactis veratrifolia lockt Schwebfliegen mit Hilfe von Blattlauspheromonen an (Brutplatz-

Mimikry) [STÖKL et al. 2011]. Ragwurzen (Ophrys spp.) oder Chiloglottis spp. nutzen sexuelle 

(Pouyannesche) Mimikry zur artspezifischen Attraktion von Hymenopteren-Männchen als 

Bestäuber [SCHIESTL et al. 1997, 1999, 2000, 2003; AYASSE et al.  2000; PAULUS 2007] (s. E.1).   

Diese hier identifizierten Spiroacetale waren als Pflanzenduftstoffe bisher unbekannt. 

Spiroacetale als Pflanzendüfte sind mit Ausnahme von Conophthorin (Es.A = Mc.A = Co.A)  selten 

[KNUDSEN et al. 2006; EL-SAYED 2014] (s. C. arabica). Als Blütenduftstoff wurde dieses gemeinsam 

mit Chalcogran bei Orchideen, z.B. bei Solanum und Drostenia spp. gefunden [KAISER 2000]. Bei 

der Glockenblume Campanula trachelium bilden Spiroacetale 44 Teil des Bouquets zur Attraktion 

der Scherenbiene Chelostoma rapunculi als Bestäuber [MILET-PINHEIRO et al. 2013, 2015b]. 

Kamillenblütenextrakte (Matricaria chamomilla L.) und die einiger anderer Asteraceae-Arten 

enthalten Hexadiinyliden-substituierte [4.4]- und [4.5]-Spiroacetale (L-36, s. E.3.1) als vermutete 

Wehrstoffe gegen Mikroorganismen und Insekten [BOHLMANN et al. 1961, 1967; BUONO-

CORE et al. 2011]. Möglicherweise terpenoide Spiroacetale wurden in Geraniumöl identifiziert 

[KAISER et al. 1984]. Spiroacetale bzw. -ketale sind zudem Strukturelemente komplexerer 

Naturstoffe, z.B. von Spirostanol-Saponinen (z.B. L-59, s. E.3.3 und Yucca) oder Avermectinen  

(L-137, s. E.4.8) 

Die Spiroacetale Cd.E, Cd.F, Cd.G und Cd.I sind auch bei Insekten neue Verbindungen.  

 

                                                           
44  (E)- und (Z)-Conophthorin (Es.A = Mc.A = Co.A),   1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.C),   (E)-2-Methyl-1,7-

dioxaspiro[5.5]undecan und   (E)- und (Z)-7-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan. 
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D.3.1.2 Abendländischer Lebensbaum (Thuja occidentalis) & Thujenborkenkäfer 

(Phloeosinus aubei)   45 46
 

Zur Gattung der Zedern-Borkenkäfer 

zählen ca. 150, meist holarktische Arten, die 

Kiefern- und Zypressengewächse (Pinaceae 

bzw. Cupressaceae: Coniferales) befallen. Der 

im Mittelmeerraum beheimatete Zweifarbige 

Thujenborkenkäfer, Phloeosinus aubei PERRIS 

1855 (= P. bicolor, Scolytinae: Coleoptera), ist 

ein bedeutender, oligophager (Sekundär-) 

Schädling bei Cupressoideae. P. aubei brütet 

in der Rinde frisch geschlagener oder 

geschwächter Bäume. Er selbst ist Vektor 

phytopathogener Pilze (z.B. Seiridium spp., 

Erreger des Zypressen-Krebses) [RADDI &PANCONESI 1981; MENDEL 1984; SOLEL et al. 1987; 

BYERS 2007; GRÉGOIRE & EVANS 2007; KNÍŽEK & BEAVER 2007; MORAAL 2010] (vgl. P. castaneus). 

Hauptwirt ist die Italienische Zypresse, Cupressus sempervirens. Alternativ werden Lebensbäume 

(Thuja), Scheinzypressen (Chamaecyparis) und Wacholder (Juniperus) akzeptiert. Bei vielen 

Borkenkäfern (z.B. H. hampei) begünstigt der Klimawandel Ausbreitung und Etablierung als 

Xenospezies [WILLIAMS & LIEBHOLD 2002; BENTZ et al. 2010; RAFFA et al. 2013; FIALA & HOLUŠA 2018]. 

So schädigenden auch Ploeosinus spp. vermehrt Ziergehölze in Ost- und Mitteleuropa. Hier 

bevorzugt P. aubei die in Nordamerika beheimatete Abendländische Thuja, T. occidentalis 

L. 1753 [REIKE & SOBCZYK 2007; SAUVARD 2007; MORAAL 2010].   

Die ca. 2-3 mm langen, braunschwarzen Adulten überwintern und erscheinen Anfang 

Frühjahr. Nach dem Reifungsfraß wählen die ♀♀ einen Wirtbaum, bohren Rammelkammern in 

den Hauptstamm und werden dort von den ♂♂ aufgesucht. Sie überwinden die pflanzliche 

Verteidigung meist nur bei verminderter Harzproduktion (z.B. bei Trockenstress oder 

Primärinfektionen) [ROUAULT et al. 2006; SAUVARD et al. 2007; MORAAL 2010; BOZSIK & SZŐCS 2017]. 

Nach der Verpaarung fressen die ♀♀ vertikale Muttergänge im Phloem und legen verteilt ca. 50 

Eier in einzelnen Larvengängen ab. Der Reifungsfraß an jungen Trieben führt zum Absterben 

darüber liegender Pflanzenteile. Der Brutfraß und die Pilzinfektion unterbrechen den 

                                                           

45 P 17:  Bozsik, G., Tröger, A., Francke, W., Szőcs, G. (2016). Thuja occidentalis: identification of volatiles and 

electroantennographic response by the invasive cedar bark beetle, Phloeosinus aubei. Journal of Applied 

Entomology, 140, 434-441. 

46 P 22:  Bozsik, G., Molnár, B. P., Hegedüs, K., Soós, T., Schulz, S., Tröger, A., Francke, W., Szőcs, G. (2024). 

(−)-Myrtenol and (−)-α-Pinene: Aggregation Pheromone Components of the Cypress Bark Beetle 

Phloeosinus aubei. Journal of Applied Entomology, 148(4), 351-363.  

Abb.26: A) P. aubei-♀,  B) Ausbohrlöcher im 
Stamm einer Italienischen Zypresse,  
Fotos: [© SORNEGUER 2012a, 2012b]. 
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Nährstofftransport und verursachen häufig den Tod des Baumes. Je nach klimatischen 

Bedingungen können sich bis zu vier überlappende Generationen und Schwesterbruten 

entwickeln [MENDEL 1984; HABIB et al. 2007; LEHMANN 2016].  

Eine frühe Befallsdetektion ist wegen der verborgenen Lebensweise der Larven schwierig. 

Versuche zur Dezimierung erfolgen bisher vor allem kulturtechnisch, z.B. durch Fangbäume. 

Chemische Maßnahmen (Pyrethroide) sind nur gegen zufliegende Käfer wirksam und wegen 

diffuser Flugperioden schwierig [MENDEL 1983; MCMILLIN 2006; LEHMANN 2016]. Native aber 

auch invasive Phloeosinus-Populationen werden häufig von parasitoiden Schlupfwespen (z.B. 

Eurytoma spp.) attackiert. Zur biologischen Bekämpfung sind diese bisher jedoch nicht 

verfügbar [MENDEL & HALPERIN 1981; MENDEL 1986, 1987; KENIS et al. 2007a; OLENICI et al. 2015]. 

Pflanzendüfte als Kairomone zur Lokalisierung geeigneter Wirte sind kaum untersucht 

[HAYES et al. 2008]. Lediglich bei Platycladus orientalis (Orientalischer Lebensbaum) wurden 

vermutlich attraktive Verbindungen identifiziert [YANG et al. 2006; SUN et al. 2013]. Im Thuja-Duft 

enthaltenes Thujon ist nach BOZSIK et al. [2014] EAD-aktiv. Vermutlich produzieren die P. aubei-

♀♀ Pheromone zur Partnerfindung und Steuerung der Kolonisierung [BOZSIK & SZŐCS 2017], die 

chemischen Strukturen sind unbekannt. Im Nahbereich dienen zusätzlich Stridulations-

geräusche zur sexuellen Kommunikation. Bei P. armatus wirken von Darmbakterien 

produziertes Terpinen-4-ol und α-Terpineol als verhaltensmodifizierende Signalstoffe 

[CHARARAS et al. 1980]. Thuja-Sekundärmetabolite wurden bisher besonders im Hinblick auf ihre 

pharmakologischen und antimikrobiellen Eigenschaften untersucht [NASER et al. 2005; 

SRIVASTAVA et al. 2012].  

Schema 24:  Hauptkomponenten und bei P. aubei EAD-aktive Verbindungen im T. occidentalis-Blattduft 

Charakteristika in pflanzlichen Duftprofilen, die eine Akzeptanz oder Ablehnung potentieller 

Wirte bewirken, sowie Sexual- oder Aggregationspheromone könnten Monitoring- oder 

verhaltensmanipulative Methoden zur alternativen Bekämpfung ermöglichen. Sie könnten 
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helfen, durch den invasiven Schädling gefährdete Pflanzenarten zu ermitteln, zu schützen und 

Resistenzen zu züchten [VITÉ & FRANCKE 1985; LIEUTIER 2007].  

Daher wurden Düfte von T. occidentalis sowie Darmextrakte von virginen Weibchen mittels 

GC/MS analysiert und biologisch aktive Komponenten durch GC/EAD-Analyse bei Weibchen und 

Männchen ermittelt. 

In CLS-Aktivkohle-Extrakten frisch geschnittener Zweige wurden 70 flüchtige Verbindungen 

identifiziert (Mengenanteil 95.3%, Graphik 25, Tab. 5). Hauptkomponenten der verschiedenen 

Extrakte sind die Monoterpen(oid)e  α- und β-Thujon (To.A1 und To.A2), Bornylacetat, Terpinen-

4-ol (To.D), Fenchon (To.F), Limonen (#1) α-Terpinylacetat, Myrcen und trans-Thujan-4-ol (To.B1) 

sowie die Sesqui- bzw. Diterpen(oid)e β-Caryophylleneoxid, Beyeren und Rimuen (s. E.3.3). Mit 

dem Naturextrakt wurde eine elektrophysiologische Aktivität für 21 Verbindungen registriert. 

Mit kommerziellen (enantiomerenreinen) Testsubstanzen und -gemischen wurden die relativen 

Intensitäten der EAD-Signale bestimmt. Die höchsten Aktivitäten wurden (mit nur geringen 

Unterschieden zwischen ♂♂ und ♀♀) für (-)- und (+)-Terpinen-4-ol (To.D), α- und β-Thujon 

(To.A1 und To.A2), (+)-Campher (To.G), (-)-cis-4-Thujanol (To.B2), (+)-Sabinaketon (To.C), 

cis und trans-Isopulegon (To.E1 und To.E2), (-)-Fenchon (To.F) und Borneol (To.H) gemessen 

(P 17). Die natürlichen absoluten Konfigurationen wurden nicht bestimmt.  

α-Pinen (Pa.A) und Myrtenol (Pa.B) aus Darmextrakten von ♀♀ sind EAD-aktiv bei ♂♂. Die 

absolute Konfiguration von Pa.A und Pa.B wurde mittels enantioselektiver GC/MS [KÖNIG 1992, 

1998a,b] durch Vergleich mit kommerziellem enantiomerenreinen (+)- und (-)-α-Pinen (#56) 

und (-)-Myrtenol (R,S-#57) sowie synthetischem (+)-Myrtenol (S,R-#57) (s. P 22) als (1S,5S)-(-)-α-

Pinen und (1R,5S)-(-)-Myrtenol bestimmt (Graphik 24). 47 Hingegen wurde in T. occidentalis-

Extrakten für α-Pinen ein Enantiomerenverhältnis von ca. (-) : (+) = 2:1 gefunden. Myrtenol 

wurde hier nicht nachgewiesen. 

Schema 25: EAD-aktive Verbindungen aus Darmeextrakten JH-III-behandelter P. aubei-Weibchen  

Zudem wurde gezeigt, dass der Kontakt von ♀♀ mit synthetischem JH-III (s. E.3.3 und 

Anh.G.1.2) [SHEPHERD et al. 2000; TILLMAN et al. 1998, 2004; CHIU et al. 2000] die Pheromon-

produktion, im Besonderen von α-Pinen, stimuliert. Im Olfaktometertest mit racemischem α-

Pinen (rac-#56) erhöht (-)-Myrtenol (R,S-#57) die Lockwirkung auf ♂♂, das (+)-Enantiomer 

                                                           

47  Enantiomerenreinheit beider ist ee > 90% und ließ sich wegen sehr geringer Konzentrationen nicht exakt 
bestimmen. 
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vermindert sie. Bei ♀♀ wurde der gegenteilige Effekt beobachtet. Im Feldversuch wirkt ein 5:1 

Gemisch von (-)-α-Pinen (S,S-56) und (-)-Myrtenol (R,S-57) als Aggregationssignal.  

Die unterschiedlichen Enantiomerenverhälnisse von α-Pinen bei P. aubei und T. occidentalis, 

die Abwesenheit von Myrtenol in den Pflanzenextrakten sowie identische Konfiguration und 

optische Reinheit der beiden Substanzen bei den Käferweibchen deuten darauf hin, dass zum 

einen die Tiere (-)-α-Pinen de novo synthetisieren oder aber selektiv sequestrieren und zum 

anderen Myrtenol aus α-Pinen erzeugen. Bisher ist unbekannt, ob daran assoziierte 

Mikroorganismen beteiligt sind, wie bei anderen Borkenkäfern, die oxigenierte Wirtsterpene als 

Aggregations- und Antiaggregations-Pheromone nutzen [BYERS 1981, 1983; SEYBOLD et al. 2000; 

DETTNER 2003b; SEYBOLD & VANDERWEL 2003; BERGSTRÖM 2008; BLOMQUIST et al. 2000; 

FRANCKE 2013] (s. E.3 und E.4.2).  

In derzeitigen Untersuchungen sollen das exakte (-)-α-Pinen : (-)-Myrtenol-Verhältnis im 

Pheromon der ♀♀ bestimmt, mögliche fehlende Komponenten des Bouquets oder ein bisher 

unbekanntes Anitaggregations-Signal elektrophysiologisch identifiziert sowie die biologische 

Funktion von verhaltensaktivem (+)-Myrtenol geklärt werden. Weitere Verhaltenstest müssen 

zeigen, wie die Käfer die Pflanzendüfte von Mischwäldern und Pheromone (von ♂♂ und ♀♀) zur 

Wirtfindung und -kolonisierung (vgl. H. hampei) sowie zur Aggregation oder sexuellen 

Kommunikation (z.B. zur Einstellung des Geschlechterverhältnisses oder Artabgrenzung) nutzen 

[VITÉ & FRANCKE 1976, 1985; VITÉ 1978; FRANCKE & DETTNER 2005; BYERS 2007] (E.4.2).  

Graphik 24: Bestimmung der Enantiomerenverhältnisse von natürlichem α-Pinen (Pa.A) und natürlichem 
Myrtenol (Pa.B) in Darmextrakten von P. aubei-♀♀ (C) und in Blattextrakten von T. occidentalis (B) 
durch enantioselektiven GC-Vergleich (CP-Chirasil-Dex CB) mit einem Gemisch der synthetischen 

Enantiomere von α-Pinen (#56) und Myrtenol (#57) jeweils im Verhältnis  (-):(+) = 2:1 (A), s. P 22. 
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Bei verschiedener Thuja spp. wurde eine qualitativ ähnliche Zusammensetzung gefunden 

[pers. Beobachtung]. Allerdings zeigen sich regional und saisonal quantitative Schwankungen 

[VON RUDLOFF et al. 1988; TSIRI et al. 2009; SZOŁYGA et al. 2014; LIS et al. 2016]. Die ätherischen 

Blattöle anderer Cupressoideae ähneln stärker typischen Koniferenölen [YATAGAI & SATO 1986; 

PIERRE-LEANDRI et al. 2003; VON RUDLOFF 1975; YATAGAI et al. 1985; BAATH & BURZO 2009]. Bei 

Cupressus , Chamaecyparis und Juniperus spp. dominieren Monoterpene (meist α-Pinen, Pa.A, Δ3-

Caren, Limonen, #1, Sabinen und Myrcen). Terpinen-4-ol, To.D, Bornylacetat, α-Terpinylacetat 

und Campher, To.G, sind als Nebenkomponenten enthalten. Diese Arten enthalten wenig oder 

kein Thujon (To.A) [PAULY et al. 1983; DE POOTER et al. 1991; YATAGAI et al. 1995; ADAMS 1998, 1999; 

TUCKER et al. 2000; MILOS et al. 2002]. Es kommt hingegen z.B. bei Artemisia spp., Salbei (Salvia) 

oder Wucherblumen (Tanacetum) vor [MISRA & SINGH 1986; KESKITALO et al. 2001; RAAL et al. 2007; 

DE LA CRUZ et al. 2008; LOPES-LUTZ et al. 2008]. Pflanzen produzieren stets ein Gemisch von (+)- 

und (-)-α-Pinen (Pa.A) (s. C. arabica). Zwischen den Arten sowohl der Pinaceae als auch der 

Cupressaceae variieren sowohl die Enantiomerenverhältnisse als auch das dominierende 

Enantiomer [pers. Beobachtung.].    

Die gefundenen (EAD-aktiven) Thuja-Inhaltsstoffe sind verbreitete, wenig spezifische 

Pflanzenmetabolite. Terpenoide werden besonders von Koniferen in großen Mengen zur 

Verteidigung produziert [CHENG et al. 2005; MAZARI et al. 2010; CHAUDHARY et al. 2011; RAFFA 

et al. 2013]. Thuja-Harz und andere Thujon-haltige Pflanzenöle wirken insektizid und insekten-

abschreckend sowie bakterizid und fungizid (z.B. auf C. albicans) [PANASIUK 1984; 

HWANG et al. 1985; KASSEM et al. 1991; SIVROPOULOU et al. 1997; MOUSSA KÉÏTA et al. 2001; 

SACCHETTI et al. 2005; JAENSON et al. 2006; MONDELLO et al. 2006; PÅLSSON et al. 2008; TSIRI et al. 2009; 

TAKAO et al. 2012; MIHAJILOV-KRSTEV et al. 2014; SZOŁYGA et al. 2014]. Die Substanzen können jedoch 

spezialisierten Herbivoren der Wirtfindung dienen oder als Wehrstoffe sequestriert werden 

[BYERS 1992; GABEL et al. 1992; WHEELER et al. 2002]. Als Bestandteile von Pheromonen bei 

Insekten sind sie selten, einige kommen aber als Drüsenmatrix oder Teil der Wehr- oder 

Alarmchemie vor [FRANCKE 1991; FRANCKE & SCHULZ 1999]. Bei Borkenkäfern wurden u.a. für 

Terpinen-4-ol (To.D), Borneol (To.H), Campher (To.G), α-Terpinylacetat und Bornylacetat aus 

Dickdarm-Extrakten elektrophysiologische Aktivitäten nachgewiesen [FRANCKE et al. 1995; 

MACIAS-SAMANO et al. 1998; PURESWARAN et al. 2004]. (-)-Terpinen-4-ol (To.D) ist gemeinsam mit 

Frontalin (s. H.hampei) und (-)-cis-Thujan-4-ol (To.B2) Aggregationspheromon des 

Fichtenbastkäfers Polygraphus poligraphus [KOHNLE et al. 1985]. Die beiden Alkohole wurden 

auch in Drüsenextrakten von Fruchtfliegen gefunden [FLETCHER et al. 1992]. Myrtenol (Pa.B) und 

α-Pinen (Pa.A) sind als Signalstoffe bei Borkenkäfern bekannt, sowohl als Wirtskairomone (z.B. 

für D. pseudotsugae und Phloeosinus pini) [RUDINSKY 1966; WERNER & HOLSTEN 1984] als auch als 

Pheromone (z.B. bei Dendroctonus spp.) [FRANCKE et al. 1995; ZHANG & SUN 2006]. Thujon ist als 

Wirtkairomon bisher unbekannt. 
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Graphik 25: TIC-Chromatogram (Ausschnitt) eines CLS-Aktivkohle-Extrakts von T. occidentalis-Zweigen.  
Bedingungen: VF-WAXms 60m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50/3-3-80-5-150-7.5-300. 
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Tab. 5: Inhaltsstoffe von CLS-Aktivkohle-Extrakten von T. occidentalis-Zweigen.  
fett: Hauptkomponenten >0.5 A%; EAD-Aktivität von trans-Thujan-4-ol unsicher. 
Bedingungen: GC/MS: VF-WAXms 60m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50/3-3-80-5-150-7.5-300. 
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D.3.1.3 Kaffee, Coffea arabica & Kaffeekirschenbohrer (Hypothenemus hampei) 48 

Die Gattung Kaffee (Coffea L. 1753; 

Rubiaceae: Gentianales) umfasst über 120 

Arten. Die wichtigsten Plantagensorten 

sind der im bergigen Südwest-Äthiopien 

beheimatete C. arabica L. 1753, (Abb.27) 

und der aus den Regenwäldern des Kongo 

stammende C. canephora (syn. robusta) 

PIERRE ex FROEHNER 1987 [DAVIS et al. 2006; 

FRANCIS et al. 2011;]. 49 Die bis zu 100-

jährigen Sträucher wachsen ursprünglich 

im Unterholz afrikanischer Mischwälder. 

Ihre cremefarbenen, jasminähnlich 

duftenden Blüten sind zwittrigen und 

selbst- (Arabica) bzw. windbestäubend 

(Rubusta). Fremdbestäubung (bes. durch Bienen, Apoidae) steigert die Fruchtbildung deutlich 

[ROUBIK 2002; KLEIN et al. 2003; RICKETTS et al. 2004]. Die Kaffeekirschen sind Steinfrüchte mit 

meist zwei Samen (Kaffeebohnen) [DAMON 2000].  

Der Kaffeekirschenbohrer Hypothenemus hampei FERRARI 1867 (Scolytinae: Curculionidae: 

Coleoptera) ist weltweit der bedeutendste Schädling bei Coffea spp. Die Gattung umfasst ca. 300 

überwiegend in den Tropen und Subtropen Afrikas und Asiens entopische Arten. H. hampei ist in 

Zentralafrika heimisch und hat sich durch Transport der Bohnen und begünstigt durch den 

Klimawandel in fast alle Anbaugebiete ausgebreitet. Der Befall mindert Qualität und Ertrag, 

erhöht die Anfälligkeit für Sekundärinfektionen und kann 100% erreichen. 55 Die jährlichen 

Verluste werden auf 500Mio US$ geschätzt [DAMON 2000; WEGBE et al. 2003; BUSTILLO 2006; 

JARAMILLO et al. 2009, 2011; BAKER 2014; JOHNSON et al. 2020].  

Die nur 1.5 mm langen Weibchen bohren sich nach der Befruchtung bevorzugt in eine nicht 

befallene, reifende Frucht (Abb.28C). Dort fressen sie Ovipositions-Galerien in das Endosperm, in 

denen sie bis zu 120 Eier legen. Die Larven entwickeln sich in 4-8 Wochen zu geschlechtsreifen 

Adulten (♀ : ♂-Verhältnis ca. 10:1) [VEGA et al. 2002; WERREN et al. 2008].  

                                                           

48 P 10:  Jaramillo, J., Torto, B., Mwenda, D., Troeger, A., Borgemeister, C., Poehling, H. M., Francke, W. (2013). 

Coffee Berry Borer Joins Bark Beetles in Coffee Klatch. PloS one, 8(9), e74277. 

49  Einige weitere, z.B. C. liberica, haben als Kulturpflanzen regionale Bedeutung. Kaffee wird in über 80 feucht-
tropischen Ländern auf mehr als 10Mio Hektar angebaut und bildet als ökonomisch bedeutendstes 
Agrarprodukt (Weltprod. ca.9.2Mio t/a, Exportwert über 19Mrd US$) die wirtschaftliche Grundlage für mehr 
als 100Mio Menschen [VEGA 2008; ICO 2014; HALSTEAD 2016]. 

Abb.27:  A) reife Kaffeekirsche, Penetrationsöffnung 
von H. hampei, Foto: [© CRANSHAW 2017];  
B) C. arabica-Plantage, Foto: [AT 2010]. 
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Nach inzestuöser Paarung mit den flugunfähigen Männchen verlässt ein Teil der Weibchen 

bei günstiger Witterung den Brutplatz und sucht einen neuen Wirt. Vermutlich ermöglichen 

endosymbiontische Mikroorganismen, ähnlich wie Pilze bei Termiten oder Ambrosia-Käfern 

[PAINE et al. 1997; FARRELL et al. 2001; PÉREZ et al. 2003; KLEPZIG & SIX 2004] die Verwertung des 

pflanzlichen Materials und entgiften das als Wehrstoff enthaltene Koffein [MORALES-

RAMOS et al. 2000; CEJA-NAVARRO et al. 2015; PURWATININGSIH et al. 2021].  

Eine Bekämpfung von H. hampei ist besonders 

wegen der Entwicklung im Sameninneren und 

der hohen Reproduktionsraten extrem schwierig. 

Eine meist kontinuierliche Blüte und Beerenreife 

führt zu überlappenden Generationen mit nicht 

synchronem Dispersionsflug. Abgefallene und 

nicht geerntete Beeren sowie einige Hülsen-

früchtler (Fabaceae) dienen als Reservoirwirte 

[DAMON 2000]. Als natürliche Antagonisten 

werden parasitoide Tallienwespen 50 (Apocrita: 

Hymenoptera) und arthropode Prädatoren 51 

[VEGA et al. 2006, 2009; KELLERMANN et al. 2008; 

KARP et al.2013] sowie der entomopathogene 

Boden-Schlauchpilz Beauveria bassiana 

(Ascomycota) untersucht (E.5.1) [VEGA et al. 1999; 

BUTT et al. 2001; BUSTILLO et al. 2002]. Allerdings 

sind die komplexen trophischen Beziehungen 

sowie Umwelteinflüsse nicht vollständig 

verstanden. Eine effektive biologische Kontrolle im kommerziellen Anbau ist bisher nicht 

verfügbar. Die Bekämpfung beruht auf kulturtechnischen Maßnahmen und humantoxischen 

Pestiziden [SCHROTH et al. 2000; HOHMANN 2004; BARRERA 2005; BUSTILLO 2006; 

JARAMILLO et al. 2006a; BAKER 2014]. Letztere sind jedoch nur während des kurzen Suchfluges und 

wegen Resistenzentwicklung immer weniger wirksam [BRUN et al. 1990, 1994; REIS 2004]. Die 

Identifizierung verhaltensmodifizierender Botenstoffe bei H. hampei könnte helfen, alternative 

Managementstrategien zu entwickeln. 

 

                                                           

50  Erzwespen z.B. Phymastichus coffea (Eulophidae: Chalcidoidea) [JARAMILLO et al. 2005, 2006b; Espinoza 2009] 
(s. T. turkestanica) und Plattwespen, z.B. Prorops nasuta und Cephalonomia spp. (Bethylidae) 
[JARAMILLO & VEGA 2009]  

51  Brackwespen, z.B. Heterospilus coffeicola (Braconidae), Thripse z.B. Karnyothrips flavipes (Phaelothripidae: 
Thysanoptera) [JARAMILLO et al. 2010], Ameisen, z.B. Azteca (Dolichoderinae), Solenopsis oder Pheidole spp. 
(Myrmicinae: Formicidae) [AMBRECHT & GALLEGO 2007; GONTHIER et al. 2013; MORRIS et al. 2015] und Vögel. 

Abb.28:  A) Befallene Kaffeekirschen,  
Foto: [© BOA];   B) H. hampei-Weibchen, 
Foto: [© BAKER 2014];   
C) Foto: [© VELANDIA REYES 2000]. 
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Zwar wurden die Inhaltsstoffe von Kaffee und Bohnen [BONDAROVICH et al. 1967; CANTERGIANI 

et al. 2001; FARAH 2012] sowie die Blütendüfte untersucht [EMURA et al. 1997; NOHARA et al. 1997; 

WRIGHT et al. 2013]. Die chemische Ökologie von Kaffeepflanzen, ihren Schädlingen und 

Nützlingen ist hingegen weitgehend unbekannt. Fruchtparasiten sind nicht wie Borkenkäfer 

[VITÉ & FRANCKE 1976, 1985; VITÉ 1978; BYERS 2007] auf Massenattacken zur Überwindung der 

pflanzlichen Abwehr angewiesen. Dennoch bildet H. hampei zunächst Befalls-„hot spots“ 

innerhalb eines Baumes oder einer Plantage, was durch Aggregationssignale oder Fraßduftstoffe 

gesteuert sein könnte. Eine Beere wird jedoch in der Regel nur von einem Weibchen kolonisiert, 

was auf eine Markierung hindeutet. Entsprechend der Reproduktionsbiologie (s.o.) gibt es keine 

Hinweise auf die Existenz eines Sexualpheromons [ROJAS 2005; JARAMILLO et al. 2006a; 

VEGA et al. 2009].  

Suchende Weibchen präferieren reifere Beeren [GIORDANENGO et al. 1993] und werden von 

deren Extrakten angelockt [GUTIÉRREZ-MARTÍNEZ & ONDARZA 1996]. Die Fermentierungsprodukte 

Ethanol und Methanol wirken attraktiv (vgl. Rüsselkäfer: P. obesus und Rhynchophorus spp., 

E.5.1), sind jedoch nicht geeignet, Schadpopulationen einzudämmen [DA SILVA et al. 2006; 

DUFOUR & FRÉROT 2008]. In den Düften roter Beeren von C. arabica und C. canephora fanden 

MATHIEU et al. [1996, 1998] überwiegend Terpene. Nach WARTHEN et al. [1997] dominieren 

Aldehyde. Und ORTIZ et al. [2004a] identifizierten in reifen C. arabica-Früchten vor allem 

kurzkettige aliphatische Alkohole (bes. Ethanol) und zudem Ethylester kurzkettiger 

Carbonsäuren in überreifen Beeren. MENDESIL et al. [2009] identifizierten sechs EAD-aktive 

Verbindungen und postulierten nach Verhaltenstests für (R)-3-Ethyl-4-methylpentanol (s. 

P. breviceps), Methylcyclohexan, Nonan und Ethylbenzol eine Rolle als Wirtfindungskairomone. 

„Green leaf volatiles“ wirken BORBÓN-MARTÍNEZ et al. [2004] zufolge als Repellents.  

Abb.29:  A) C. arabica-Plantage, Kiambu, Kenia; B) Apparaturen zur Adsorption an Aktivkohlefiltern; 
C) Glasglocken für die SPM-Extraktion, Fotos: [AT 2010], Kiambu, Kenia. 
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In dieser Arbeit wurden C. arabica-Kirschen unterschiedlicher Reife frisch geerntet 

(Abb.29A), flüchtige Verbindungen an Aktivkohlefiltern sowie an SPME-Fasern adsorbiert 

(Abb.29B und Abb.29C) und diese mittels GC/MS untersucht (Chromatogramme s. P 10). Im 

Headspace reifer, orange-roter Früchte wurden überwiegend terpenoide und aromatische 

Verbindungen sowie einige Spiroacetale und substituierte Pyrazine identifiziert. Unter diesen 

wurden zunächst wegen ihrer biologischen Aktivität bei verschiedenen anderen Insektenarten 

(s.u.) folgende Verbindungen als Kandidaten für chemische Botenstoffe angesehen: 

7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (Conophthorin)  (Co.A), 

2-Ethyl-1,6-dioxaspiro[4.4]nonan (Chalcogran)  (Co.B), 

1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  (Co.C), 

1,5-Dimethyl-6,8-dioxa[3.2.1]octan (Frontalin)  (Co.D), 

3-Ethyl-4-methylpentanol  (Co.E), 

Methyl-3-ethyl-4-methylpentanoat  (Co.F), 

6-Methylhept-5-en-2-on (Sulcaton)  (Co.G), 

3-Methyl-2-methoxypyrazin  (Co.H), 

3-Isopropyl-2-methoxypyrazin  (Co.I), 

3-Isobutyl-2-methoxypyrazin  (Co.J), 

3-(1-Methylpropyl)-2-methoxypyrazin  (Co.K) 

Der weniger komplexe Duft von unreifen, grünen Beeren enthält von diesen lediglich Co.A 

und Co.F. Hier dominieren Aromaten und E-DMNT (vgl. Yucca spp.). Für Conophthorin (Co.A), 

Hauptkomponente reifer Beeren, wurde mittels enantioselektiver Gaschromatographie durch 

Vergleich mit den Retentionszeiten synthetischer Enantiomere (7S- und 7R-Es.2) (5S,7S)-

Konfiguration (wie bei E. solidaginis) bestimmt (ca. 90% ee, Graphik 26). Die Stereochemie der 

übrigen chiralen Substanzen ist unbekannt.  

Schema 26: flüchtige Inhaltsstoffe reifer Kaffeekirschen 
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Für die zunächst unbekannte Verbindung Co.C wurde anhand der massenspektrometrischen 

Fragmentierung (Graphik 27; vgl. Graphik 20 bei E. solidaginis, Graphik 22 bei C. dolichophylla und 

Graphik 4) das unsubstituierte Spiroacetal 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.1) postuliert (vgl. Es.A 

und Es.E bei E. solidaginis). Dieses wurde analog der Synthesen bei Cerambyciae (Schema 11) 

und E. solidaginis (Schema 16) durch Kupplung von γ-Butyrolacton (#45) mit Benzyl-blockiertem 

3-Butin-1-ol (#59 � #60) und anschließende Hydrierung von #61 zu Co.1 verifiziert: 

Massenspektrum und Retentionszeit sind identisch mit denen des Naturstoffs Co.C.  

Schema 27: Synthese von 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.1),  
Bedingungen: i) 1) NaH, THF, 0 °C bis RT 90 min, 2) BnBr, RT 3 h;  

ii) 1) n-BuLi 1.1 eq., THF, -40 °C bis RT 1 h;  
 2) -80 °C, BF3, γ-Butyrolacton (#45), bis RT 12 h; 
iii) H2 40 bar, Pd/C, THF, RT 18 h.   

In EAG-Experimenten mit Weibchen zeigten nur (5S,7S)-Conophthorin (Es.2 = Co.A), das 

Spiroacetal Co.1 = Co.C und Frontalin (Co.D) sowie für Koniferen typisches (+)-α-Pinen (#56) (vgl. 

P. aubei & Thuja spp.) elektrophysiologische Aktivität. In Verhaltenstests wurden Co.A bis K 

sowie in einem Screening die aus Kommunikationssystemen von Scolytinen bekannte 

Verbindungen Sulcatol (#62) und Verbenon (#63) untersucht:  

Schema 28: (S)-(+)- und (R)-(-)-Sulcatol  (#62): Aggregationspheromon (Verh. 65:35) von Ambrosia-Käfer-
♂♂, Gnathotrichus sulcatus [BYRNE et al. 1974; BORDEN et al. 1976] u.and. Gnathotrichus spp.);  
α-Pinen (#56);   Verbenon (#63): Ablenk- und zwischenartliches Signal von Borkenkäfern (Ips und 
Dendroctonus spp.) [Vité & Francke 1985; PURESWARAN et al. 2000].     

Conophthorin (5S,7S-Es.2), dessen (E)-Racemat und ein synthetisches Isomerengemisch von 

Chalcogran (#64 = Co.B) wirkten stark attraktiv. Co.C, Co.D, Co.F und Sulcatol (#62) zeigten 

geringe Attraktivität. Der Borkenkäfer-Inhibitor Verbenon (#63, vgl Seudenon, s. E.1) und α-

Pinen (#56) wirkten abstoßend (vgl. P. aubei & Thuja spp.). Ethanol und Methanol sind 

Synergisten, α-Pinen ist Antagonist der Lockstoffe. Für die 3-Alkyl-2-methoxypyrazine Co.H bis K 
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sowie für die laut MENDESIL et al. [2009] EAD-aktiven Substanzen (unter diesen der bei 

P. breviceps, identifizierte Alkohol (S)-3-Ethyl-4-methylpentanol, Co.E = Pb.1) konnte keine 

verhaltensmodifizierende Aktivität beobachtet werden.  

Der Kaffeekirschenkäfer H. hampei nutzt offenbar, ähnlich wie die Gymnospermen-

Borkenkäfer der Holarktis [RENWICK & VITÉ 1969; WOOD 1982; BYERS 1989, 1995] (vgl. P. aubei & 

Thuja spp.), chemische Signale von Wirten und Nichtwirten tropischer Mischwälder bei Suche 

und Kolonisierung geeigneter Brutplätze [NJIHIA et al. 2014]. Die Substanzen Co.A, Co.B 52, Co.G 

und Co.I bis K, wurden von CANTERGIANI et al. [2001] auch in Kaffeebohnen gefunden.  

Als Blütenduft ist Conophthorin selten 53, jedoch charakteristisch für Rinde von 

Angiospermen. Als solches nutzen es Phytophage (bes. Borkenkäfer) zur Wirtfindung bzw. 

Nichtwirtmeidung [HUBER et al. 1999, 2000, 2001; ZHANG et al. 2000, 2001,2002; BEN-YEHUDA 

et al. 2002; ZHANG & SCHLYTER 2004]. Bei verschiedenen Gattungen von Koniferen-Borkenkäfern 

dient es als „Spacer-Signal“ bzw. Anti-Aggregationspheromon [KOHNLE 1985; 

BIRGERSSON et al. 1995; PIERCE et al. 1995; DALLARA et al. 2000]. Bei Insekten wurde Co.A z.B. als Teil 

der Wehr- und Alarmsekrete von Wespen (vgl. M. caryae) oder der Sexualpheromone von 

Fruchtfliegen (s. E. solidaginis) gefunden [FRANCKE & KITCHING 2001]. Bei natürlichem 

Conophthorin dominiert in der Regel das (2S,5S)-Isomer [FRANCKE & SCHRÖDER 1999; 

FRANCKE & DETTNER 2005]. Chalcogran (Co.B) ist Teil des von Männchen produzierten 

Aggregationspheromons verschiedener Pityogenes-Species, z.B. des Kupferstechers 

P. chalcographus [FRANCKE et al. 1977, 1995; BIRGERSSON et al. 2000; BYERS et al. 2013]. Unter den 

identifizierten Kaffeeduftstoffen entstammen die Spiroacetale als einzige dem 

Fettsäurestoffwechsel [BOOTH et al. 2009, 2011].  

                                                           

52  offenbar fälschlich bezeichnet als 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan 

53  Es wurde zusammen mit 3-Dehydroconophthorin (#2, s. B.3) im Blütenduft von Palmen (Attalea spp.) 
gefunden [FRANCKE & AT 2019, unpub.] und ist Teils des Dufts von Glockenblumen, Campanula trachelium, 
[MILET-PINHEIRO et al. 2013, 2015b].  
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Graphik 26: Enantioselektive 
Gaschromatographie,  

A) Aktivkohle-Extrakt reifer Beeren,  

B) synthetisches Conophthorin (Es.2) 
(5S,7S + rac-E = 1:1).  
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Graphik 27: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) und des neuen Naturstoffs  

           1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.C = Co.1).  
Charakteristische Fragmentierung der Spiroacetal-Ringe A und B: Cyclorevision unter Abspaltung 
eines O-haltigen Fragments (CRen); Cyclorevision unter H-Transfer auf ain O-Atom (CROH); 
Neutralverlust (N) eines Aldehyds 54 (vgl. 1,3-Dioxolane bei T. infestans)  

Das Bisnorterpen Sulcaton (Co.G) ist ein verbreiteter Pflanzen- und Insektenduftstoff (s.a. 

A. victrix). Es ist mögliche Vorstufe verschiedener Borkenkäferpheromone, die durch 

Epoxidierung und anschließende Cyclisierung entstehen können (vgl. P. obesus, Yucca spp.), z.B. 

des bicyclischen Ketals Frontalin (Co.D) [FRANCKE et al. 1995; FRANCKE & SCHRÖDER 1999; 

BLOMQUIST et al. 2010] (s. E.3.3). Das (1S,5R)-Enantiomer spielt bei mehreren Koniferen-

bewohnenden Scolytinen (bes. Dendroctonus spp.) eine Rolle bei der Steuerung der 

Wirtkolonisierung [KINZER  et al. 1969; WOOD et al. 1976; PEREZ et al. 1996a; BARKAWI et al. 2003; 

FRANCKE & DETTNER 2005]. Bemerkenswerterweise ist Frontalin auch einer der Sexualduftstoffe 

älterer Männchen Asiatischer Elefanten [RASMUSSEN et al. 2003a,b; BURGER 2005; GOODWIN 

et al. 2005]. α-Pinen (Pa.A) wird besonders von Koniferen als Wehrstoff produziert. Von vielen 

Borkenkäfern wird es daher zur Wirtfindung ausgenutzt, von einigen Arten auch zur 

intraspezifischen Kommunikation verwendet (s. P. aubei & Thuja spp.). (+)-α-Pinen dient einigen 

Termitenarten als Alarmsignal (s. H. mossambicus, E.4.6). 

Die beiden vermutlich terpenoiden Verbindungen Co.E und F wurden bei verschiedenen 

Ameisen-Spezies u.a. als Sexualpheromone identifiziert (s. P. breviceps).   

                                                           

54  inkl. möglicher Substituenten der α-C-Atome, z.B. bei Chalcogran an C2, bei Conophthorin an C7. 
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Pyrazine sind für den charakteristischen Kaffeekirschenduft verantwortlich. Sie sind typische 

Warndüfte von giftigen Pflanzen und (häufig aposematischen) Insekten [MOORE et al. 1990], z.B. 

Baumwanzen (Pentatomidae, Abb. 5) [ALDRICH et al. 1996, 1997] und Wespen 

[DUFFIELD et al. 1981; WHEELER et al. 1982a]. Bei Marienkäfern (Coccinellidae) haben sie zusätzlich 

eine Funktion als Aggregationspheromone [AL ABASSI et al. 1998, 2001]. Knotenameisen 

(Myrmicinae) verwenden Alkylpyrazine als Spurpheromone, Drüsen- und Urameisen 

(Dolichoderinae bzw. Ponerinae) als Alarmsignale (E.4.3) [WHEELER & BLUM 1973; 

ATTYGALLE & MORGAN 1984; MORGAN et al. 1992, 1999]. Ihre mögliche biologische Funktion bei 

Kaffeepflanzen in der Beziehung zu Kaffeeinsekten 55 ist unbekannt. Pyrazine sind verbreitete 

mikrobielle Aminosäure-Metabolite (s. X. euvesicatoria) [GERBER 1977; KARAHADIAN et al. 1985; 

GALLOIS et al. 1988; DICKSCHAT et al. 2005d; SCHULZ & DICKSCHAT 2007; CITRON et al. 2012]. Auch an 

der Biosynthese der Spiroacetale könnten Mikroorganismen beteiligt sein [BECK 2013; 

BECK et al. 2013]. Die Rolle assoziierter Pilze oder Bakterien diesbezüglich ist ungeklärt.   

1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.C) ist ein neuer Naturstoff (Massenspektrum s. Graphik 27). Es 

wurde hiernach zusammen mit Conophthorin (Co.A) als Bestäuberlockstoff bei Campanula 

trachelium nachgewiesen [MILET-PINHEIRO et al. 2013, 2015b]. 

                                                           

55  Es sind mehr als 800 Arthropodenarten bekannt, die Kaffeeblätter, -holz, -blüten oder -früchte als Nahrung 
oder Brutplatz nutzen [LE PELLEY 1968, 1973; VEGA et al. 2006; VANDERMEER et al. 2010]: z.B Blattminiermotten 
(Leucoptera spp., Lyonetiidae), Bockkäfer wie der „White Stem Borer“ Xylotrechus quadripes (Clytini: 
Cerambycidae, s. E.2, und Megacyllene spp.) [VENKATESHA & DINESH 2012] oder Schildläuse (Coccoidea). Einige 
von ihnen, auch H. hampei, sind Vektoren von Phytopatogenen [VEGA et al. 2009] (vgl. P. castaneus, P. aubei). 
Wirtschaftlich bedeutend sind hier vor allem Pilze, z.B. Kaffeerost (Hemileia vastatrix) und die 
„Coffee Berry Disease“ (Colletotrichum kahawae) [WALLER 1982; SCHROTH et al. 2000; LI et al. 2001; 
CHAGAS et al. 2003; HINDORF & OMONDI 2011].  
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D.3.1.4 Palmlilien, Yucca spp. & Echte Yucca-Motten (Tegeticula spp.)   56 57 58 

Die ca. 50 Arten der in Nord- 

und Mittelamerika beheimateten 

Palmlilienen (Yucca: Agavoideae: 

Asparagales) L. 1753 leben in 

artspezifischen, obligatorischen 

Symbiosen mit einer oder 

wenigen der etwa 20 Arten 

Echter Yucca-Motten (Tegeticula 

ZELLER 1873 und Parategeticula: 

Prodoxidae: Lepidoptera): 

ausschließlich von diesen 

werden die Pflanzen mit Hilfe 

deren Mundtentakel aktiv 

bestäubt. Ebenso alternativlos 

entwickeln sich die Mottenlarven nur in Früchten der zuvor von den Weibchen bestäubten 

Blüten ihrer Wirtspezies [RILEY 1872; POWELL 1992; PELLMYR 2003]. Der Samenverlust durch 

Fraß der Raupen bleibt so gering, dass die evolutionäre Stabilität nicht gefährdet wird 

[PELLMYR et al. 1996b; SHEPPARD & OLIVER 2004]. Semiochemikalien der intraspezifischen 

Kommunikation bei den Motten sowie zur Steuerung der Insekt-Pflanze-Beziehung sind bisher 

unbekannt [SVENSSON et al. 2005].   

Zur Untersuchung der chemischen Ökologie von Attraktion und Wirtswahl wurden 

Headspace-Blütenextrakte von sechs Yucca-Arten mittels GC/MS untersucht. In den 

verschiedenen Extrakten wurden neben langkettigen, unverzweigten Kohlenwasserstoffen 

mehrere unbekannte, vermutlich terpenoide Yucca-spezifische Verbindungen gefunden. Dabei 

zeigten sich deutliche quantitative und qualitative Unterschiede zwischen den Arten: 

Hauptkomponente bei Y. treculeana ist Yu.A, bei Y. schidigera dominiert Yu.B. Die Extrakte von 

Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida enthalten neben Yu.A und Yu.B das Tetrakisnor-

sesquiterpen (3E)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien (E-DMNT), mehrere offenbar struktur-

verwandte Verbindungen (u.a. Yu.C und Yu.D) und homologe Serien von n-Alkanen, n-Alkenen 

                                                           

56 P 19:  Tröger, A., Svensson, G. P., Althoff, D. M., Segraves, K. A., Raguso, R. A.,  Francke, W. (2018). The 

Pattern of Straight Chain Hydrocarbons Released by Yucca Flowers (Asparagaceae). Journal of chemical 

ecology, 45, 46-49. 

57 P 21:  Tröger, A., Svensson, G. P., Galbrecht, H. M., Twele, R., Patt, J. M., Bartram, S., Zarbin, P. H. G., 

Segraves, K. A., Althoff, D. M., von Reuss, S., Raguso, R. A., Francke, W. (2021). Tetranorsesquiterpenoids as 

attractants of yucca moths to yucca flowers. Journal of Chemical Ecology, 47(12), 1025-1041. 

58  Detaillierte Beschreibung,  s. Schwerpunktkapitel F.6 

Abb.30: A) Y. treculeana-Weibchen beim Einführen von Pollen in 
das Stigma, Foto: [© MITCHELL & MITCHELL 2013]. 

 B) Blüte von Y. filamentosa (Kulturtyp),  

Foto: [AT 2013], Hamburg. 
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und n-Alkadienen. Der Duft von Y. reverchonii besteht fast ausschließlich aus 

Kohlenwasserstoffen. 

Nach NMR-Analyse bei Y. treculeana [TWELE 2009] und HR-MS bei Y. glauca [BARTRAM 2006] 

konnte Yu.A durch unabhängige, stereoselektive Synthese als (3(6)Z,5R)-3-Allyliden-5-(2-

methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Filamentolid) identifiziert werden. 

Die Strukturaufklärung von Yu.A ermöglichte die Identifizierung des gerüstanalogen 

Allylalkohols (2(8)Z)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Filamentol, Yu.B), der 

korrespondierenden Aldehyde (2(8)Z)- und (2(8)E)-2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Filamental, 

Yu.C) [GALBRECHT 2015] sowie in diesem Zusammenhang von 2-(4-Methylpent-3-en-1-

yl)cyclopent-3-enon (Filamenton, Yu.I).  

Schema 29: Terpenoide Blütendüfte bei Y. treculeana, Y. schidigera, Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida. 

Zur Aufklärung der Struktur von Yu.D mit der Summenformel C11H16O (GC/HR-MS) wurden 

2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal (Yu.6), 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8), 2-Allyliden-

5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) und 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) 

synthetisiert. Diese Verbindungen sind nicht identisch mit dem Naturstoff. Nach 

säulenchromatographischer Fraktionierung und Derivatisierung von Blütenextrakten lieferten 

analytische Daten Hinweise auf 6-Methyl-2-propylidenhepta-3,5-dienal (YT.46) als tatsächliche 

Struktur von natürlichen Yu.D. 

Schema 30: nicht natürliche, synthetische Referenzverbindungen zur Identifizierung von Yu.D und 
vermutete Struktur 6-Methyl-2-propylidenhepta-3,5-dienal (#436) 

Nach E/Z-selektiven Synthesen konnten die Doppelbindungskonfigurationen der Alken-

Hauptkomponenten bei Y. reverchonii durch Vergleich der gaschromatographischen 

Retentionszeiten bestimmt werden: (7Z)-Hexadecen (Yu.M1), (8Z)-Heptadecen (Yu.O1), (9Z)-

Octadecen (Yu.P1), (9Z)-Nonadecen (Yu.R) und (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N).  
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Schema 31: Acetogenine Blütenduftstoffe bei Y. reverchonii und elektophysiologisch aktive Alkene bei 
Yucca bestäubenden und -herbivoren Motten. 

Natürliches (Z)-Filamentolid (Yu.A1) in Extrakten von Y. filamentosa und Y. treculeana zeigt 

bei den Bestäubern Tegeticula cassandra, T. yuccasella und T. mexicana sowie bei dem Yucca-

Herbivor Prodoxus tamaulipellus elektroantennographische Aktivität. Natürliches (Z)-Filamentol 

(Yu.B1) ist bei T. cassandra und T. yuccasella sowie bei P. decipiens EAD-aktiv. In Feldtests zeigte 

sich synthetisches (Z,R)-Filamentolid (ZR-Yu.1) für Prodoxus spp. attraktiv. 

Mittels GC-EAD konnte bei dem Bestäuber Tegeticula cassandra und bei dem Herbivor 

Prodoxus decipiens elektrophysiologische Aktivität von Yu.O1, Yu.P1, Yu.R und Yu.N sowie von n-

Octadecan (Yu.U) und n-Nonadecan (Yu.V) nachgewiesen werden.  

Die DMNT-Derivate Yu.A, Yu.B, Yu.C und Yu.I sind neue Naturstoffe und mögliche Synomone 

bei der Bestäuberanlockung und Wirterkennung.  
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D.4 Mikroorganismen 

D.4.1.1 Hefepilz, Candida albicans   59 

Candida albicans BERKHOUT 1923 (Saccharo-

mycetaceae) ist ein ubiquitärer, fakultativ 

pathogener, polymorpher Saprobiont von Haut, 

Schleimhäuten und Intestinaltrakt und der 

bedeutendste Erreger von Pilzkrankheiten beim 

Menschen. Etwa 700 Arten und über 5.000 

Stämme Echter Hefen (Saccharomycetales: 

Abteilung Schlauchpilze, Ascomycota) sind 

beschrieben [ADL et al. 2005]. Sie vermehren sich 

vegetativ durch Sprossung oder durch 

geschlechtliche Sporung. Ihr Stoffwechsel basiert auf Kohlenhydraten ihrer Wirtszellen und ist 

fakultativ anaerob. Die meisten Hefen sind totes Material abbauende Heteroptrophe oder 

natürliche Symbionten von Vertebraten, Pflanzen und Insekten [SUH et al. 2008]. Einige werden 

technisch genutzt (z.B. Saccharomyces cerevisiae, E.5), nur wenige sind potenzielle Human-, Tier- 

oder Phytopatogene (E.5.1) [GHANNOUM et al. 2010; FINDLEY et al. 2013] 

Von etwa 150 Arten der Gattung Candida sind ca. zehn opportunistische Pathogene beim 

Menschen [PELEG et al. 2010; SHARECK & BELHUMEUR 2011; WHITTINGTON et al. 2014]. Eine 

oberflächliche Candida-Mykose kann bei Störung der gesunden endogenen Mikroflora (z.B. 

durch Antibiotika) oder bei Immundefiziten in eine lebensbedrohliche Candidiasis übergehen. 

Bei dieser breitet sich der Pilz durch Blutinfektion (Candidaemia) im gesamten Körper aus und 

schädigt die inneren Organe [RUHNKE 1999; PFALLER & DIEKEMA 2007].  

C. albicans reagiert mit reversibler morphologischer und physiologischer Wandlung auf 

chemische und physikalische Umweltbedingungen, andere Mikroorganismen und Änderungen 

der eigenen Zelldichte (E.4.8). Unizelluläre, apathogene Hefen ermöglichen Kolonisation und 

vaskuläre Dissemination, während multizelluläre Hyphen gewebeinvasive Mycelien bilden 

[STAAB et al. 1999; CALDERONE & FONZI 2001; SHARECK & BELHUMEUR 2011]. In Biofilmen sind die 

verschiedenen Wachstumsformen in eine extrazelluläre Polymermatrix eingebettet und 

weitgehend unempfindlich gegen Antibiotika und Immunabwehr [CHANDRA et al. 2001; 

DONLAN & COSTERTON 2002; DOUGLAS 2003; FINKEL & MITCHELL 2011]. Morphogenese und 

interzelluläre Kooordination sind entscheidend für die Virulenz und den Infektionsprozess 

[NICKERSON et al. 2006; WHITEWAY & BACHEWICH 2007; SUDBERY 2011]. Sie werden (wie auch 

                                                           

59 P 11:  Brasch, J., Horter, F., Fritsch, D., Beck-Jendroschek, V., Tröger, A., Francke, W. (2014). Acyclic 

sesquiterpenes released by Candida albicans inhibit growth of dermatophytes. Medical mycology, 52(1), 46-

55. 

Abb.31: C. albicans-Infektion von menschlichem 
Gewebe, Foto: [© FRAUNHOFER IGB 2010]. 
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mikrobielle Interaktion, z.B. mit Bakterien, s. X. euvesicatoria) durch Signalstoffe gesteuert, die 

selten strukturell bekannt sind (s.u.) [ADAM et al. 2002; HOGAN et al. 2004; MORALES & HOGAN 2010; 

PELEG et al. 2010]. Besonders die chemischen Wechselwirkungen zwischen konkurrierenden oder 

assoziierten Dermatophyten sind bisher unverstanden. 

Die wenigen verfügbaren Candidiasis-Medikamente verursachen schwere Nebenwirkungen 

[RUHNKE 1999; SHARECK & BELHUMEUR 2011; VEHRESCHILD et al. 2014]. Bei vielen klinisch 

relevanten Candida-Stämmen treten zudem vermehrt Resistenzen auf [MORRISSEY & OSBOURN 

1999; PEREA et al. 2001; PFALLER & DIEKEMA 2007; DEMAIN & SANCHEZ 2009]. Alternativ werden 

pflanzliche Fungizide (z.B. Saponine, s. Yucca spp.) oder ätherische Öle zur Behandlung von 

oberflächlichen Dermatophytosen untersucht [CARSON et al. 2006; MONDELLO et al. 2006; COLEMAN 

et al. 2010]. Chemoökologisch basierte therapeutische Ansätze könnten Verbreitung und 

Pathogenität reduzieren oder die Wirkung von Antibiotika verbessern [MACHIDA et al. 1999; 

BREHM-STECHER & JOHNSON 2003; BRILHANTE et al. 2013].  

Schema 32: Farnesol-Derivate über gemischten C. albicans / Dermatophyten-Kulturen 

Zur Identifizierung möglicher flüchtiger Botenstoffe wurden SPM-Extrakte der Atmosphäre 

über dualen Kulturen von C. albicans mit Fadenpilzen (Trichophyton und Microsporum spp.) 

mittels GC/MS analysiert (Chromatogramm s. P 11). Sie enthielten als Hauptkomponente 2,3-

Dihydrofarnesol (DHF) (Ca.A) und als Nebenkomponente (E,E)-Farnesol (E,E-Ca.B). Zudem 

wurden (EZ/ZE)-Farnesol (EZ/EZ-Ca.B), die strukturverwandten Sesquiterpenene (E)-β-Farnesen 

(Ca.C) und (3RS,6E)-Nerolidol (Ca.D) sowie der Aminosäure-Metabolit β-Phenylethanol (Ca.E) 

gefunden. Zur Aufklärung der absoluten Konfiguration und der Doppelbindungsgeometrie von 

Ca.A wurde kommerzielles (2E,6E)-Farnesol (#66) enantioselektiv in allylischer Position 

hydriert [TAKAYA et al. 1987; YAMADA et al. 1988; MASHIMA et al. 1989; HO & MILLAR 2001a]. Hierfür 

wurden NOYORI-Ru-BINAP-Katalysatoren mit bekannter (S)- bzw. (R)-Selektivität verwendet. Die 

Zuordnung wurden durch Vergleich experimenteller Drehwerte mit Literaturdaten 

[AHLQUIST & STÄLLBERG-STENHAGEN 1971] verifiziert: Die homogene Hydrierung bei 170 bar in 

Methanol mit (S)-[RuCl(p-cymol)(BINAP)]Cl als Katalysator lieferte das (3R)-(+)-Produkt (R-

Ca.1) ([α] 25
589 = +5.1), mit dem (R)-Enantiomer des Katalysators wurde (3S)-(-)-DHF (S-Ca.1) 

([α] 25
589 = -5.3) erhalten (Graphik 28) (Synthese s. H. mossambicus, Schema 146).   
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Graphik 28: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem (E)-3,7,11-Trimethyldodeca-6,10-
dien-1-ol (Dihydrofarnesol, Ca.1 = Ca.A). 

Durch gaschromatographische Coinjektion unter Verwendung verschieden polarer 

Trennflüssigkeiten wurde die vermutete 6E-Konfiguration des Naturstoffs bestätigt und durch 

enantioselektive Gaschromatographie ein Enantiomerenverhältnis von (3R,6E) : (3S,6E) ≈ 9 : 1 

bestimmt (Graphik 29).     

Graphik 29: Bestimmung der absoluten Konfiguration von natürlichem Dihydrofarnesol (Ca.A) aus 
C. albicans durch enantioselektive Gaschromatographie. 
A) Naturextrakt: SPME Carboxen/Polydimethylsiloxan (CAR/PDMS);   
B) synthetisches (3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesol;   C) synthetisches (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol 

α = 1.009 (trS/trR). 
Bedingungen: GC/MS: 6TBS-2,3Me2-βCD, 140 °C isotherm, He; SIM m/z 123, 163, 181, 224. 

 

90 92 94 96 98 100 102 104 106 [min] 

0

[%]

100

Naturextrakt 

syn. (S)-DHF 

syn. (R)-DHF 

A 

B 

C 

 69 

41 

55 

81

123 95

10999
181

163

137 209 224 
0

100

40 60 80 100 120 140 160 180 200 m/z [1]

re
l.

 I
n

t.
 [

%
] 

OH
R

E

R,E-Ca.1= Ca.A 

Ca.A 

R,E-Ca.1 

S,E-Ca.1 

In
t 

[%
] 

t [min] 



Hefepilz, Candida albicans D.4.1.1 

 

187 

Im Biotest mit synthetischen Testsubstanzen konnte eine zytostatische Wirkung von (E,E)-

Farnesol und (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol sowie von dessen (3S)-Enantiomer auf 

Epidermophyton-, Trichophyton- und Microsporum-Pilze nachgewiesen werden (P 11).  

Die biosynthetisch eng verwandten Sesquiterpene Ca.B-D und Aromaten wie Ca.E sind bei 

Mirkoorganismen bekannte Sekundärmetabolite [JELEN & WASOWICZ 1998]. (6E)-2,3-

Dihydrofarnesol (Ca.A) wurde zuvor bei einem Ceratocystis-Schlauchpilz gefunden 

[SPRECHER et al. 1975]. (E,E)-Farnesol (Ca.B) und Farnesolsäure sind bei C. albicans Teil des 

chemischen Quorum-Sensing (QS)-Systems zur Steuerung kollektiver (pathogener) 

Eigenschaften. Sie inhibieren bei hoher Zelldichte die Hyphenentwicklung und das Wachstum 

von Biofilmen [HORNBY et al. 2001; OH et al. 2001; RAMAGE et al. 2002; WEBER et al. 2008, 2010; 

SHARECK & BELHUMEUR 2011]. Als Allomon hemmt Ca.B Vermehrung oder Biofilmbildung bei 

Bakterien und konkurrierenden Pilzen, löst Apoptose aus oder erhöht die Empfindlichkeit 

gegenüber Antibiotika [JABRA-RIZK et al. 2006; NICKERSON et al. 2006; DERENGOWSKI et al. 2009; 

DE SORDI & MÜHLSCHLEGEL 2009; LIU et al. 2010; DINAMARCO et al. 2011]. Zudem wird eine Funktion 

als Virulenz-Faktor bei der Infektion von Wirtszellen angenommen [SUDBERY 2011; 

ALBUQUERQUE & CASADEVALL 2012]. Auch für (E)-Nerolidol (Ca.D) und β-Phenylethanol (Ca.E) sind 

autoregulatorische und bakterizide Wirkungen beschrieben [LINGAPPA et al. 1969; 

FRAUD et al. 2003; INOUE et al. 2004; CHEN & FINK 2006; SEMIGHINI et al. 2006; MARTINS et al. 2007]. 

C. albicans reagiert auf Wirtstoffwechselprodukte mit Hypenbildung, hingegen auf Farnesol-

strukturverwandte Autoinducer von Hyphen-befallenden Bakterien (z.B: die QS-Pheromone N-

3OC12-homoserinlacton, L-19, von Pseudomonas aeruginosa oder Z-11-Methyl-2-dodecensäure,  

L-135, von Xanthomonas campestris pv. campestris, s. E.1 und E.4.8) mit Rückbildung der Hyphen 

und Wachstum als bakterienunempfindlichen Hefeform [HOGAN et al. 2004; WANG et al. 2004; 

HOGAN 2006; WILLIAMS et al. 2007]. Es ist vor diesem Hintergrund möglich, dass auch 2,3-

Dihydrofarnesol (Ca.A) und (E)-β-Farnesen (Ca.C) eine intraspezifische Rolle als QS-Pheromone 

oder als Signalstoffe in einer komplexeren mikrobiellen Gesellschaft spielen.      

Die antagonistische Wirkung von Candida-Pilzen gegen andere Mikroorganisman wird im 

Hinblick auf Anwendungen im biologischen Pflanzenschutz untersucht [BUTT et al. 2001] (E.5.1). 

Hier könnten Insekten als Vektoren fungieren [SUH et al. 2008]. Eine Kontrolle von Morphologie 

und Verhalten könnte die Nutzung von Candida-Hefen in biotechnologischen Prozessen 

[DEMAIN 2000a,b; ROBERTS 2000; JAMAI et al. 2001; STEINBORN et al. 2006; KAYSER 2009] sowie 

therapeutische Methoden und Wirkstoffe gegen antibiotikaresistente Keime ermöglichen 

[WILLIAMS 2002; BREHM-STECHER & JOHNSON 2003; Chhabra et al. 2005; KANCHISWAMY et al. 2015]. 
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Dieselben Verbindungen kommen als Signalstoffe bei Pflanzen (Nerolidol, Yu.X, als Edukt zur 

Produktion von DMNT-Derivaten bei Yucca spp.), bei Insekten (Farnesene, Ao.C und Ao.D, bei 

A. obtectus; s.a. A. victrix) und bei Säugetieren vor. 60 

Farnesol (Ca.B) und seine Derivate (Ca.C und Ca.D) sind sehr häufige pflanzliche 

Sekundärmetabolite. Dihydrofarnesol (Ca.A), Farnesol (Ca.B) und β-Phenylethanol (Ca.E) sind 

als Blütendüfte bei Orchideen verbreitet [KAISER 1993; Knudsen 2006; El-Sayed 2022], u.a. bei 

bienenbestäubten Täuschblumen [BORG-KARLSON 1990; VALTEROVÁ et al. 2007]. Farnesene sind 

Teil der induzierten Herbivorenabwehr (E.4.7), ebenso wie aus Nerolidol (Ca.D) produziertes E-

DMNT (s. Yucca).   

(E)-β-Farnesen (Ca.C) ist eine Alarmsubstanz bei Blattläusen. Parasitoide nutzen diese 

Verbindugen (s. A. victrix) als Wirtfindungskairomone [TURLING et al. 1990; BERNASCONI et al. 1998; 

SCHNEE et al. 2002]. Farnesol (Ca.B) ist Teil des NASONOV-Pheromons von Honigbienen 

[PICKETT et al. 1980; WILLIAMS et al. 1981]. Wie auch Dihydrofarnesol (Ca.A) dient es als Balz- und 

Markierungspheromon bei Bienen (Apiformes) [SVENSSON & BERGSTRÖM 1977; BERGSTRÖM 

et al. 1996; BERGMAN & BERGSTRÖM 1997; FRANCKE et al. 2000a; COPPÉE et al. 2011] und Ameisen 

(Formicidae) [KEEGANS et al. 1993; FRANCELINO et al. 2006]. (S,E)-(-)-Ca.A (Terrestrol, L-99) wurde 

mit dieser Funktion bei ♂♂ einiger Hummelarten (Bombus spp.) indentifiziert [STEIN 1963; 

KULLENBERG et al. 1970; STALLBERG-STENHAGEN 1970; AHLQUIST & STÄLLBERG-STENHAGEN 1971; 

BERGSTRÖM et al. 1996; LUXOVÁ et al. 2004]. Mit (3R)-Konfiguration wurde Methyl-(6E)-2,3-

dihydrofarnesoat (L-101) als Aggregationspheromon bei Baumwanzen-♂♂ (Chlorochroa spp.: 

Pentatomidae) identifiziert [HO & MILLAR 2001a,b] (E.4.4). Bei H. mossambicus wurden 

Homodihydrofarnesol-Derivate als Sexualpheromonkomponenten der Männchen vermutet. 

Bei Käfern (z.B. H. hampei) und Termiten (s. H. mossambicus) sind Candida spp. Teil der 

verdauungsassoziierten Mikroflora [JONES et al. 1999; PÉREZ et al. 2003; GRÜNWALD et al. 2010]. Bei 

Borkenkäfern können sie an der Biosynthese von Botenstoffen beteiligt sein [CALLAHAM & 

SHIFRINE 1960; LEUFVÉN et al. 1984, 1988] (E.3). 

                                                           

60  (6E)-2,3-Dihydrofarnesol (E-Ca.A), (E,E)-Farnesol (E,E-Ca.B), (E)-β-Farnesen (E-Ca.C), (6E)-Nerolidol (E-Ca.D) 
sowie (E,E)-β-Farnesen (s. A. obtectus) wurden auch als geschlechtsspezifische Duftstoffe bei Mäusen (Mus 

domesticus) [MA et al. 1999] bzw. im Temporaldrüsen-Sekret Afrikanischer Elefanten (Loxodonta africana) 
gefunden [WHEELER et al. 1982b; GOODWIN et al. 1999, 2002; BURGER 2005]. 
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D.4.1.2 Phytopatogenes Bakterium, Xanthomonas euvesicatoria str. 85-10   61 

Das Gram-negative, begeißelte γ-

Proteobakterium Xanthomonas 

euvesicatoria str. 85-10 JONES 2006 

(ehem.: campestris, syn. axonopodis, pv. 

vesicatoria: Xanthomonadaceae) ist 

Erregerstamm der Bakteriellen 

Schwarzfleckenkrankheit bei Paprika 

(Capsicum spp.) [STALL 1995; THIEME 

et al. 2005; BULL et al. 2010]. Etwa 30 

phytopathogene Xanthomonas-Spezies 

sind bekannt, die Tracheobakteriosen 

bei weltweit fast allen ökonomisch 

bedeutenden Feldfruchtpflanzen auslösen [LEYNS et al. 1984; JONES et al. 1998; 

PARKINSON et al. 2009; POTNIS et al. 2015]. X. euvesicatoria ist die am stärksten verbreitete Art. Ihre 

verschiedenen Stämme bzw. -Pathovare zeigen hohe Wirtspezifität und stark unterschiedliche 

Virulenz. Sie infizieren vor allem Nachtschattengewächse (Solanaceae; z.B. auch Tomaten, 

Solanum sect. Lycopersicon) und können unter feuchtwarmen Bedingungen 100%ige 

Ernteausfälle verursachen [DOIDGE 1921; GARDNER & KENDRICK 1923; VAUTERIN et al. 1995, 2000; 

JONES et al. 2004; RADEMAKER et al. 2005]. Die Verbreitung erfolgt durch Samen und Setzlinge, die 

Dissimination innerhalb von Kulturen vor allem durch Spritzwasser, Wind und 

Agrarbewirtschaftung. Das Ausmaß der Übertragung durch suchende oder saugende Insekten, 

z.B. Miniermotten, Fliegen oder Hymenopteren ist weitgehend unbekannt [KAISER & VAKILI 1978; 

BASHAN 1986; NAULT 1987; AHIMELASH et al. 2008; VAN DER WOLF & VAN DER ZOUWEN 2010]. 

Bakterielle Effektor-Proteine zerstören die Wirtszellen und Biofilme verstopfen die Tracheen, 

wodurch wässrige, später nekrotische Läsionen bei Blättern und Früchten entstehen 

[CORNELIS & VAN GIJSEGEM 2000; WEBER et al. 2005; POTNIS et al. 2011; AN et al. 2020]. Befallene 

Kulturen werden vernichtet. Eine Therapie ist unmöglich und zunehmend treten Resistenzen 

gegen die verwendeten kupferhaltigen Bakterizide auf [SMITH et al. 1997; RITCHIE & AVERRE 2000; 

SCORTICHINI et al. 2013].  

Bisher wurden besonders die Bakteriensekrete auf Virulenzenzyme und Auslöser 

Hypersensitiver Reaktionen (HR) untersucht [BÜTTNER et al. 2002, KAY et al. 2005; GÜRLEBECK et al. 

2006]. Hingegen sind flüchtige Signalstoffe zur Wechselwirkung mit Wirtspflanzen oder 

                                                           

61 P 09:  Weise, T., Kai, M., Gummesson, A., Troeger, A., von Reuß, S., Piepenborn, S., Kosterka, F., Sklorz, M., 

Zimmermann, R., Francke, W., Piechulla, B. (2012). Volatile organic compounds produced by the 

phytopathogenic bacterium Xanthomonas campestris pv. vesicatoria 85-10. Beilstein journal of organic 

chemistry, 8(1), 579-596. 

Abb.32: A) X. campestris pv. campestris, REM-Aufnahme: 
[© DOW et al. 2003],  B) X. vesicatoria-infizierte Tomate 
(Solanum lycopersicum), Foto: [© SAMSON 2009],  
C) X. euvesicatoria-Kultur, Fotos: s. P 09. 

B 
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konkurrierenden Mikroorganismen und zur intraspezifischen Kommunikation unbekannt. Nur 

bei X. campestris pv. campestris wurden Autoinducer identifiziert: Ein mutmaßliches 

Butyrolacton-Derivat reguliert die Biosynthese des extrazellulären, als Biofilm-Matrix dienenden 

Polysaccharids Xanthan und der gelben Xanthomonadin-Pigmente. In Funktion der Zelldichte 

steuert (Z)-11-Methyl-2-dodecensäure (L-135) (s. E.4.8 und C.albicans) die Expression der 

Virulenz-Gene und die Dispersion aus dem Biofilm [BARBER et al. 1997; CHUN et al. 1997; 

POPLAWSKY et al. 1998; DOW et al. 2003; WANG et al. 2004; TORRES et al. 2007; HE & ZHANG 2008].  

Xanthomonas spp. sind in der EU als Quarantäne-Organismen eingestuft. Allerdings ist eine 

taxonomische Einordnung der morphologisch sehr ähnlichen, gelbpigmentierten 

Stäbchenbakterien (Abb.32B) nur gentechnisch möglich [MORETTI et al. 2009; PARKINSON 

et al. 2009]. Charakteristische Duftprofile könnten die Art- bzw. Stammidentifizierung 

vereinfachen [YANG et al. 1993; VAUTERIN et al. 1996; EPPO 2016]. Die Kenntnis der Zell-Zell-

Kommunikation könnte die Kontrolle von Pathogenität, Vermehrung und Biofilmbildung und so 

alternative Methoden des Pflanzenschutzes sowie der biotechnologischen Xanthan-Gewinnung 

ermöglichen [WILKE 1999; CROSSMAN & DOW 2004; HE & ZHANG 2008]. Die Störung von Quorum-

Sensing (QS)-Systemen mit Hilfe mikrobieller Wehrstoffe ist ein vielversprechender, 

therapeutischer Ansatz gegen Phyto- oder Humanpathogene (s. C. albicans) [WILLIAMS 2002; 

HOGAN et al. 2004; WATERS & BASSLER 2005; DONG et al. 2007; RYAN & DOW 2011].  

Graphik 30: Häufigkeit (GC/MS) der bei X. euvesicatoria gefundenen Methylketone und Methylcarbinole 
mit Kettenlängen von n = 6 bis 15 Kohlenstoffen. 
A) unverzweigte 2-Alkanone,  B) unverzweigte 2-Alkanole,   C) iso-Alkan-2-one,  
D) anteiso-Alkan-2-one,  E) iso-Alkan-2-ole,   F) anteiso-Alkan-2-ole. 
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Der Gasraum über X. euvesicatoria-85-10-Kulturen wurde mittels GC/MS untersucht. In 

Super Q-Extrakten wurden vor allem unverzweigte-, iso- und anteiso-Methyl-verzweigte Alkan-

2-one und Alkan-2-ole identifiziert (Chromatogramm s. P 09). Diese lassen sich in sechs 

homologe Reihen (A bis F) mit C6 bis C15 einordnen (Graphik 30). Dabei dominieren die 

jeweiligen Vertreter der ungeradzahligen Kettenlängen 9, 11 und 13.  

Zur Verifizierung der anhand ihrer Massenspektren identifizierten Strukturen und zur 

Bestätigung der Elutionsfolge der Regioisomere wurden die postulierten Hauptkomponenten 

(Graphik 30) 10-Methylundecan-2-on (Xe.1) und 9-Methylundecan-2-on (Xe.2) sowie deren 

korrespondierende Alkohole Xe.3 und Xe.4 synthetisiert. Durch Alkin-Kupplung von Benzyl-

geschütztem 4-Pentin-2-ol (#50, s. E. solidaginis) mit 5-Methylhexylbromid (#71) bzw. 4-

Methylhexylbromid (#72) und anschließende Hydrierung von iso- bzw. anteiso-Methyl-

verzweigtem 2-Benzyloxyundec-4-in (#73 bzw. #74) wurden 10-Methylundecan-2-ol (Xe.3) bzw. 

9-Methylundecan-2-ol (Xe.4) erhalten. Deren PDC-Oxidation lieferte die Methylketone Xe.1 bzw. 

Xe.2 (s. P 09). Die vier Syntheseprodukte sind identisch mit den Naturstoffen Xe.E11 bzw. Xe.F11 

sowie Xe.C11 bzw. Xe.D11. Die absolute Konfiguration der natürlichen Alkohole und anteiso-

verzweigten Ketone wurde nicht bestimmt.  

Schema 33: Synthese von 10-Methylundecan-2-on (Xe.1 = Xe.E11), 9-Methylundecan-2-on (Xe.2 = Xe.F11), 
10-Methylundecan-2-ol (Xe.3 = Xe.C11) und 9-Methylundecan-2-ol (Xe.4 = Xe.D11). 

Bedingungen: i) 1) nBuLi THF -78 °C bis RT, 2) #71 bzw. #72 refl. 12 h;   
ii) H2 20 bar, Pd/C, MeOH, RT 10 h;   
iii) PDC, DCM, RT 12 h.    
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Als Nebenkomponenten wurden Isobutyl-, 2-Methylbutyl- und 3-Methylbutylacetate sowie 

die entsprechenden Propionate (Xe.G bis Xe.I), Geranylaceton (Xe.J s. A. victrix) und Aromaten 

(u.a. β-Phenylethanol, Xe.N, vgl. C. albicans) sowie verschiedene 2,5-Dimethylpyrazine (Xe.K bis 

M) gefunden (Schema 34B). 

Schema 34:  A: Biosynthetischer Aufbau von Methyl-verzweigten Alkan-2-onen bei Bakterien:   
Starter für ungeradzahlige Ketten: Leucin (iso-), Isoleucin (anteiso-) und Acetat (unverzweigt),  
für geradzahlige: Valin (iso-) und Propionat (unverzweigt) (vgl. T. infestans).  
B: Nebenkomponenten im Duft von X. euvesicatoria: Ester mit von AS abgeleiteter Alkohol-
Komponente Xe.G bis Xe.I (R = Me, Et); Geranylaceton (6,10-Dimethylundeca-5,9-dien-2-on (Xe.J) 
vgl. Xe.C11; 2,5-Dimethylpyrazine (Xe.K bis Xe.M); β-Phenylethanol (Xe.N). 

Iso- und anteiso-methylverzweigte Ketten werden von Mikroorganismen in einer gemischten 

Biosynthese aus Aminosäure- und Acetat-Bausteinen aufgebaut (Schema 34A) (vgl. T. infestans): 

unterschiedliche AS-Starter werden mit Acetat verlängert und abschließend verschieden lange 

3-Oxocarboxylate zu Methylketonen decarboxyliert. Die Methylcarbinole entstehen daraus 

durch Reduktion [KANEDA 1991; MOORE & HERTWECK 2002; DICKSCHAT et al. 2005a, 2011; SCHULZ & 

DICKSCHAT 2007] (E.3.1). Dies erklärt die Anwesenheit der 2-Methylpropyl- und 2- bzw. 3-

Methylbutylester sowie das Fehlen geradzahliger, anteiso-verzweigter Vertreter. 

Durch Cokultivierung in zweigeteilten Petri-Schalen konnte allein in Folge der Diffusion über 

den Gasraum ein wachstumshemmender Einfluss des Xanthomonas-Dufts auf Pilze der 

Gattungen Aspergillus, Fusarium bzw. Rhizoctonia nachgewiesen werden. Im Biotest mit Decan-

2-on (Xe.A10), Undecan-2-on (Xe.A11), Dodecan-2-on (Xe.A12) und 10-Methylundecan-2-on (3 = 

Xe.C11) konnte ein entsprechender Effekt nicht beobachtet werden. 

Taxonomisch verwandte Mikroorganismenarten verwenden vielfach chemisch ähnliche 

Signalstoffe [WHITEHEAD et al. 2001; WILLIAMS 2007; ATKINSON & WILLIAMS 2009]. Die 

identifizierten unverzweigten, iso- und anteiso-verzweigten Methylketone und -carbinole sind 

strukturell und biosynthetisch eng mit der bei X. campestris als QS-Pheromon fungierenden iso-

verzweigten, α,β-ungesättigten Säure L-135 verwandt [WANG et al. 2004; HOGAN 2006; 
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RYAN & DOW 2008; KAI et al. 2009]. Das Feuerbakterium, Xylella fastidiosa (Xanthomonadaceae), 

nutzt 12-Methyltetradecansäure als QS-Signal. Beide wirken interspezifisch als Inhibitoren auf 

Pilze und andere Bakterien (z.B. C. albicans) [OH et al. 2001; NEWMAN et al. 2004; 

COLNAGHI SIMIONATO et al. 2007; HUANG & WONG 2007; CHATTERJEE et al. 2008; DAVIES & MARQUES 

2009; RYAN & DOW 2011]. Viele der gefundenen Ketone und Alkohole sind bekannte bakterielle 

Metabolite. Für einige ist eine antimikrobielle Aktivität nachgewiesen (z.B. aus Serratia spp. 

gegen antagonistische Pilze) [BRUCE 2004; DICKSCHAT et al. 2005a,b; SCHULZ & DICKSCHAT 2007; 

WEISE et al. 2014].    

Es ist daher möglich, dass auch die von X. euvesicatoria emittierten Substanzen eine Rolle als 

QS-Signal zur Koordination von Verhalten oder als Wirkstoffe beim Infektionsprozess spielen 

(vgl. Farnesol bei C. albicans). Zur Klärung einer möglichen Funktion als Allomon gegen 

konkurrierende Mikroorganismen müssen weitere Tests folgen. Benzoide Aromaten wie Xe.N 

und die Pyrazine Xe.K bis M sind verbreitete unspezifische mikrobielle Aminosäure-Metabolite 

(s. C. albicans). Ihre biologische Aktivität im aktuellen Kontext wurde bisher nicht untersucht. 

Unverzweigte (besonders ungeradkettige) Akan-2-one und Alkan-2-ole sind verbreitete 

Pflanzenduftstoffe [KNUDSEN et al. 2006; EL-SAYED 2022]: Tomatenpflanzen produzieren Undecan-

2-on (Xe.A11) und Tridecan-2-on (Xe.A13) als Wehrstoffe gegen Blattläuse oder Schmetterlinge 

(sowie antimikrobielle Saponine, z.B. Tomatin; s. E.3.3; vgl. Yucca) [WILLIAMS et al. 1980; 

CHATZIVASILEIADIS & SABELIS 1997; KENNEDY 2003]. C. dolichophylla emittiert Xe.A13 als möglichen 

Bestäuberlockstoff.  

Iso- oder anteiso-Methyl-verzweigte Acetogenine sind bei Pflanzen und Insekten weniger 

häufig (s. Disparlure, L-33, s. E.3.1) [TRESSL & FRIESE 1978; SCHLUMPBERGER et al. 2006]. Die 

unverzweigten Ketone (Xe.A7 bis A9) und 5-Methylheptan-2-on (Xe.D7) sowie die Pyrazine 

(Xe.K bis M) wurden in Mandibeldrüsen von Ameisen (Ponerinae) identifiziert 

[MORGAN et al. 1999]. Und auch bei Tieren anderer Klassen wurden einige dieser Verbindungen 

als Signalstoffe gefunden. 62   

7-Methylnonan-2-on (Xe.D9), 9-Methylundecan-2-on (Xe.D11), 9-Methylundecan-2-ol 

(Xe.F11) sowie 11- und 12-Methyltridecan-2-ol (Xe.F13 und Xe.E13) sind neue Naturstoffe. 

                                                           
62  6- und 7-Methyloctan-2-ol (Xe.F8 und Xe.E8) und 8-Methyldecan-2-ol (Xe.E10) bei Fröschen (Mantidactylus 

spp.) [POTH et al. 2013], 8-Methyl-2-nonanon (Xe.C9) als Sexualpheromon von Trichterspinnen-♀♀ 
(Agelenopsis aperta) [PAPKE et al. 2001] und 6-Methylheptan-2-on (Xe.C7) bei Sikahirschkühen [WOOD 2003]. 
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E Synopsis  

Chemoökologische Zusammenhänge und Einordnung  

E.1 Phänomenologie der chemischen Kommunikation 

Semiochemikalien werden gewöhnlich nach ihrer biologischen Funktion unterschieden 

[SHOREY 1973; TILLMAN et al. 1999]: 

Pheromone 

Insekten zeigen im Allgemeinen Sexualdimorphismus bezüglich ihrer Fähigkeit zur 

chemischen Kommunikation. Weitreichende Sexuallockstoffe von ♀♀ (z.B. E. amygdali; 

T. ekebladella; T. turkestanica), seltener von ♂♂ (P. castaneus), bewirken die Attraktion des 

anderen Geschlechts. Balzpheromone (z.B. Pyrrolizidin-Alkaloide, s. E.3.4), meist der ♂♂, 

dienen der sexuellen Selektion im Nahbereich und steuern Partnerwahl und Paarungsabläufe 

[BOPPRÉ 1991, 1995; SCHNEIDER 1992; BONDURIANSKY 2001; EHLERS & SCHULZ 2023]. 

Aggregationspheromone von ♀♀ oder ♂♂ locken beiderlei Geschlecht an und erleichtern so das 

Auffinden von Sexualpartnern, ermöglichen gegenseitigen Schutz (s. T. infestans) oder die 

vereinte Kolonisierung neuer Lebensräume wie bei Rüsselkäfern (z.B. Lineatin, L-10, Schema 35; 

C. psidii und P. obesus nutzen strukturverwandte Grandisol-Derivate). Antiaggregations- (z.B. 

Seudenon, L-11) oder Dispersionspheromone steuern die räumliche Verteilung und reduzieren 

intraspezifische Konkurrenz (H. hampei führt Dispersalflüge aus, ein chemisches Signal ist 

unbekannt) [VITÉ & FRANCKE 1985; BORDEN 1997]. Durch Markierungspheromone werden 

Territorien und Futterquellen gekennzeichnet oder geschlechtsspezifische Informationen 

hinterlassen. Auf Ovipositionswirten hemmen sie die Eiablage durch konspezifische Weibchen 

(bei vielen Arten gibt es lediglich Verhaltensnachweise, auch bei A. victrix, C. psidii, E. amygdali, 

T. turkestanica, Tegeticula spp.) [SZENTESI 1981; KOULOUSSIS & KATSOYANNOS 1991; 

HUTH & PELLMYR 1999; SILVA et al. 2012]. Die Strukturen sind nur bei wenigen Arten bekannt, z.B. 

L-12 bei Kohlweißling- oder Kirschfruchtfliegen-♀♀ [BLAAKMEER et al. 1994a,b; THIÉRY et al. 1995; 

NUFIO & PAPAJ 2001]. Besonders soziale Insekten (z.B. P. breviceps) nutzen vielschichtige, 

chemische Kommunikationssysteme zur Organisation ihrer staatlichen Gefüge 

[KEELING et al. 2004; BRUSCHINI et al. 2010]: Fouragier- und Spurpheromone (z.B. Mellein, L-37, 

S.208) ermöglichen eine gemeinschaftliche Nahrungsbeschaffung (Hodotermes mossambicus), 

Art- und Kastenerkennungsstoffe zeigen die Gruppenzugehörigkeit. Weitere Sozialpheromone, 

die in der Mehrzahl von der Königin (dem Königspaar bei Termiten) abgegeben werden, 

initiieren z.B. die Schwarmbildung, regeln Versorgung von Geschlechtstieren oder Brut und 

koordinieren Konstruktion und Unterhalt des Baus [BUSCHINGER 2003]. Geschlechtsunspezifische 

Alarmpheromone organisieren die Verteidigung des Kollektivs oder lösen Fluchtverhalten aus 

[KEELING et al. 2004; VERHEGGEN et al. 2010] (z.B. Isobuttersäure bei T. infestans oder 

Isoamylacetat, L-13; C. dolichophylla imitiert die Alarmsignale von Hautflüglern zur Attraktion 

ihrer Bestäuber und produziert hierzu u.a. das entsprechende Amid).  
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Besonders innerhalb sozialer Insektengesellschaften können Botenstoffe konzentrations- und 

situationsabhängig verschiedene Funktionen erfüllen [WALTER et al. 1993; BUSCHINGER 2003] (z.B. 

Komponenten von Wehrsekreten zur Alarmierung von Artgenossen bei Hautflüglern oder 

Wanzen, T. infestans) [LANDOLT et al. 1995; CRUZ-LÓPEZ et al. 2001; MILLAR 2005]. Auch kann ihre 

Wirkung durch andere Signale beeinflusst werden (s. Anh. G.2), z.B. verstärken Futter- bzw. 

Wirtsduftstoffe häufig die Attraktivität der Sexual- oder Aggregationspheromone 

[VITÉ & FRANCKE 1985; LANDOLT & PHILLIPS 1997; REDDY & GUERRERO 2004, 2010] (bei C. psidii und 

P. obesus verstärken frisch geschnittene Teile der Wirtspflanzen die Lockwirkung der 

synthetischen Pheromon-Komponenten).  

Schema 35: (1R,4S,5R,7R)-(+)-Lineatin (L-10): Aggregationspheromon (99% ee) von ♀♀ des Gestreiften 
Nutzholzambrosiakäfers (Trypodendron lineatum) [HEEMANN & FRANCKE 1976; SCHURIG et al. 1982] (vgl. 
P. obesus; C. humeropictus);   Seudenon: (L-11): Antiaggregationspheromon von Borkenkäfern, 
Dendroctonus spp. [KINZER et al. 1971; RUDINSKY et al. 1974; SEYBOLD et al. 2018] (vgl. Coffea & H. hampei);    
N-l5-[(β-D-Glucopyranosyl)oxy]-8-hydroxypalmitoyltaurin (L-12): Wirtmarkierungpheromon von 
Rhagoletis cerasi-♀♀ [Katsoyannos 1975; 1979; HURTLER et al. 1987; ERNST & WAGNER 1989];   
Isoamylacetat (L-13): Alampheromon von Honigbienen, Apis mellifera [BOCH et al. 1962; PANKIW 2004] 
(vgl. C. dolichophylla).   

Allelochemikalien 

steuern auf interspezifischer Ebene bilaterale Beziehungen bis hin zu komplexen trophischen 

Geflechten [KARLSON & SCHNEIDER 1973]. Häufig besitzen bestimmte Botenstoffe in Abhängigkeit 

vom chemischen und biologischen Kontext und für verschiedene Empfänger unterschiedliche 

Bedeutungen (semiochemische Parsimonie) [FRANCKE 1991; BLUM 1996; FRANCKE & 

SCHULZ 1999]. Beispielsweise dienen Sexuallockstoffe auch als Repellents der Verteidigung eines 

Habitats gegen nah verwandte Spezies (z.B. 1,3Z,6Z,9Z-Nonadecatetraen, L-14, Schema 36, bei 

Frostspannern; s.a. T. ekebladella, I. rotundata, P. castaneus) [SZŐCS et al. 1993 FRANCKE 1991] (s. 

E.4.1). Auch vergesellschaftete Borkenkäferarten beeinflussen sich wechselseitig bei der 

Wirtkolonisierung [WOOD 1982; VITÉ & FRANCKE 1985; FRANCKE et al. 1995]. In oligotrophischen 

Beziehungen missbrauchen Raubinsekten oder Parasitoide und Hyperparasitoide (A. victrix) die 

cuticularen oder flüchtigen Pheromone (z.B. Sexuallockstofe wie L-4, s. T. turkestanica) als 

Kairomone, um ihre Beute bzw. Wirte zu erkennen und aufzuspüren [RUTLEDGE 1996; 

KEELING et al. 2004; VERHEGGEN  et al. 2010]. Wirbeltierparasiten wie Moskitos lokalisieren ihre 

Wirte u.a. anhand von ihnen ausgehender Geruchsstoffe [PITTS et al. 2014] (s. T. infestans). 
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Ebenso bewerten Herbivore die qualitative und quantitative Zusammensetzung von pflanzlichen 

Duft- und Geschmacksstoffgemischen, um Nichtwirte zu meiden und geeignete Wirte 

auszuwählen [DICKE 2000] (Coffea & H. hampei, Thuja & P. aubei, Yucca & Yucca-Motten).  

Schema 36: (1,3Z,6Z,9Z)-Nonadecatetraen (L-14): Teil des Sexualpheromons von Operophtera fagata-♀♀, 

wirkt artabgrenzend gegen O. brumata [SZŐCS et al. 2004];   (E)-β-Caryophyllen (L-15): unterirdisches 
Signal von Zea mays bei Befall durch Maiswurzelbohrer-Larven (Diabrotica virgifera; s. E. solidaginis) 
zur Attraktion von insektenparasitären Nematoden [RASMANN et al. 2005];   Oxoisophoron (L-16): Teil 
des Blütendufts von Buddleja davidii (Loganiaceae) und der Androconial-Sekrete von Danainen-♂♂ 

[SCHULZ et al. 1988; ANDERSSON 2003; GUÉDOT et al. 2008; LEHNER et al. 2022];   Chiloglotton (L-17, rel. 
Konfig. nicht geklärt): emittiert von Chiloglottis trapeziformis-Orchideen zur Attraktion von 
Neozeleboria cryptoides-♂♂ als Bestäuber [SCHIESTEL et al. 2003; FRANKE et al. 2009].  

Pflanzen reagieren auf Herbivorenfraß mit induzierter Verteidigung. Sie produzieren 

Wehrstoffe gegen die Angreifer, Synomone zur Attraktion von Parasitoiden oder Prädatoren 

(z.B. (E)-β-Caryophyllen, L-15, oder TMTT, L-52, S.213, s. T. turkestanica und Yucca spp.) oder 

aktivieren Abwehrmechanismen für zuküftige Attacken (s. S. altissima) [STOWE et al. 1995; 

SCHRÖDER 1998; ARIMURA et al. 2005; Schulze et al. 2006; HEIL 2008; HILKER & FATOUROS 2015] (s. 

E.4.7). Auch die meisten Blütendüfte (z.B. Oxoisophoron, L-16) sind Synomone, die Bestäuber wie 

Schmetterlinge mit Nahrung belohnen oder zu ihren Wirten leiten [KNUDSEN et al. 1993; 

BERGSTRÖM 2008] (Yucca spp. & Tegeticula spp.). Hingegen produzieren Täuschblumen zur 

Bestäuberanlockung Allomone, die Nahrungsdüfte (z.B. für Fliegen, s. C. dolichophylla) oder 

Sexualpheromone (von Hautflüglern, z.B. Chiloglotton, L-17, Pouyannsche Mimikry) ohne 

Gegenleistung imitieren (s.a. E.4.3) [POUYANNE 1917; DAFNI 1984; SCHIESTL et al. 1997,1999; 

KAISER 2006; PAULUS 2007; VEREECKEN & MCNEIL 2010]. Chemische Mimikry dient Insekten zur 

Tarnung oder Abschreckung (Bates´sche Mimikry) (s. Megacyllene spp.). Sozialparasiten (z.B. 

P. breviceps) kopieren Arterkennungssignale ihrer Wirt- oder Sklaven-Spezies (Peckham-

Mimikry) [FRANCKE 1991; TOPOFF & ZIMMERLI 1993; DETTNER & LIEPERT 1994; JOHNSON 2001]. Die 

meisten Allomone von Insekten und Pflanzen sind Waffen zum Anlocken und Töten von Beute, 

zur Eroberung von Habitaten oder Warnsignale und Wehrchemie (Deterrents, Gifte, Antibiotika) 

zur Territorial- und Individualverteidigung (E.2) (s.a. T. infestans, I. rotundata) [JACOBSON 1966; 

THIES 1985; DETTNER 1987; MARNER 1993; LAURENT et al. 2005; DOSSEY 2010].   
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Primer- 

Pheromone sind, soweit bekannt, besonders bei staatenbildenden Insekten von Bedeutung, 

jedoch nur bei wenigen Spezies identifiziert [RESH & CARDÉ 2003] (s. Anh.G.1.2). Die 

Sexualpheromone der Geschlechtstiere unterbinden die Aufzucht weiterer geschlechtsreifer 

Weibchen und bestimmen die Ontogenese bei Arbeiterinnen (z.B. die Königinnensubstanz von 

Honigbienen, E-9-Oxo-2-decensäure, L-18, Schema 37) 192  [BUTLER et al. 1962; KEELING et al. 2004; 

PANKIW 2004]. Dies ermöglicht es der Gemeinschaft, die Kastenstruktur an extrinsische (z.B. 

klimatische und trophische) und intrinsische, vor allem demographische Veränderungen 

anzupassen (soziale Homöostase) [VARGO 1998; PINTO et al. 2002b; CORNETTE et al. 2008] 

(H. mossambicus). Auch bei Blattläusen beobachtet man Polyphänismus: Populationen unter 

hohem Druck durch Prädatoren oder Parasitiode (A. victrix) produzieren vermehrt geflügelte 

Nachkommen. Primer sind hier die bei Bedrohung emittierten Alarmpheromone 

[KUNERT et al. 2005; PODJASEK et al. 2005]. Im weiten Sinne lassen sich auch Toxine, 

Wachstumsinhibitoren oder Antibiotika als Primer verstehen. Viele Mikroorganismen 

registrieren mit Hilfe von Autoinducern (z.B. L-19) die Zelldichte ihrer Population (Quorum 

sensing, QS), koordinieren Morphologie und Aktivität einzelner Zellen und bestimmen so die 

Eigenschaften des Zellverbandes (s. C. albicans und X. euvesicatoria und E.4.8) [HOGAN et al. 2004; 

WANG et al. 2004; WILLIAMS et al. 2007; HUGHES & SPERANDIO 2008]. Bei Säugern (auch Menschen) 

werden Primer z.B. bei der Synchronisierung weiblicher Zyklen diskutiert 

[ATZMÜLLER & GRAMMER 2000; LEGRUM 2011]. 

Schema 37: (E)-9-Oxo-2-decensäure (L-18): Teil des Queen Retinue Pheromone, QRP, von A. mellifera, 
erfüllt zusammen mit acht weiteren Verbindungen Primer- (s.o.) und Releaser-Funktionen: 
Schwarmbildung und Pflegeverhalten bei Arbeiterinnen sowie Attraktion der Drohnen 
[SLESSOR et al. 1988; KEELING et al. 2003];   (S)-N-(3-Oxodocecanoyl)homoserinlacton (L-19, 3OC12-HSL): 
QS-Pheromon des als Nosokomialkeim verbreiteten Bodenbakteriums Pseudomonas aeruginosa.   
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E.2 Chemie der Botenstoffe 

Die chemischen Strukturen von Signalstoffen sind nicht direkt mit ihrer biologischen 

Funktion oder den Taxa der interagierenden Spezies (ihren spezifischen 

biosynthetischen Fähigkeiten) korreliert, es besteht aber häufig ein wechselseitig 

bedingender Zusammenhang. In vielen Fällen lassen sich daher aus dem biologischen 

Hintergrund wertvolle Hinweise für die Strukturaufklärung gewinnen.  

Sowohl die physikalischen Eigenschaften als auch die chemischen Charakteristika stehen in 

Beziehung zu Wirkdistanz und -dauer sowie zum Transmissionsmedium [LAW & REGNIER 1971]. 

Zudem muss ein Signalstoff eine definierte chemische Stabilität und Rezeptoraffinität bzw. 

Aktivität am Wirkort zeigen.   

Entsprechend sind Botenstoffe mariner Organismen weniger über das Molekulargewicht 

sondern mehr über ihre Löslichkeit auf das Medium abgestimmt [POHNERT 2004]. Bei 

Landlebewesen werden proximal wirkende oder taktil rezipierte Signale (z.B. der Ovipositions-

marker L-12) durch polarere oder höher molekulare, wenig flüchtige Substanzen vermittelt. 63 

Hingegen übertragen flüchtige, niedermolekulare Verbindungen geringer Polarität distale 

Botschaften [ROELOFS 1995]: Kurzwegsignale verbreiten sich hauptsächlich durch Diffusion, 

wohingegen Fernkommunikation (z.B. über Sexual- oder Aggregationspheromone) vor allem 

von Luftbewegung (Konvektion) getragen wird. Hierbei prägen sich Konzentrationsgradienten 

in Duftkorridoren oder Duftwolken aus, die eine Orientierung ermöglichen [BOSSERT & 

WILSON 1963; KAIB et al. 2003]. Besteht ein Signal aus Substanzen unterschiedlichen 

Dampfdrucks, so liefert auch deren örtlich veränderliches Verhältnis eine Richtungsinformation 

[BESTMANN & VOSTROWSKY 1993; METCALF 1998; CARDÉ & MILLAR 2003].  

Die Wirkdauer des Signals wird durch die Persistenz (Volatilität und Reaktivität) der 

Signalstoffe bestimmt (z.B. bei Markierungs- und Spurpheromonen, H. mossambicus und E.4.6), 

wobei Umwandlungs- z.B. Oxidationsprodukte eine zusätzliche Altersinformation liefern 

könnten (s. Yucca spp.). 64 Mit Ausnahme langkettiger Kohlenwasserstoffe (E. amygdali, 

T. ekebladella) besitzen flüchtige Botenstoffe meist weniger als 20 Kohlenstoff-Atome 

[HICK et al. 1999; MORGAN 2004]. Nachrichtenträger müssen mit Chemorezeptoren reversibel 

wechselwirken und zügig inaktiviert werden (s Anh.G.2). Entsprechend sind Pheromone und 

Kairomone meist ungiftige, wenig reaktive und nicht persistente Verbindungen: 

                                                           

63  Markierungspheromone (s. E.1) oder cuticulare Identifikatoren [HOWARD & BLOMQUIST 1982, 2005] 
(T. infestans, P. breviceps, Megacyllene spp., H. mossambicus), Geschmacksstoffe zur Wirtwahl 
(T. turkestanica), substratgebundene Sexualpheromone [POMPANON et al. 1997; KÜHBANDNER et al. 2012], 
gerichtet eingesetzte oder zum Schutz eingelagerte Gifte. 

64  Beispielsweise nehmen X. quadripes-♀♀ auch das Tautomere des Sexuallockstoff L-21 wahr 
[HALL et al. 2006]. Und nicht natürliches, durch Enolisierung gebildetes 1’-epi-Stegobinon ist ein starker 
Verhaltens-Inhibitor bei Brotkäfern (s. Schema 38) [KODAMA et al. 1987; FRANCKE & DETTNER 2005].  
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Kohlenwasserstoffe, nieder funktionalisierte Alkohole und Aldehyde (P. castaneus), Ketone 

(X. euvesicatoria), Ester (A. obtectus, I. rotundata) und Lactone (P. obesus), Oxa-Heterocyclen 

(bicyclische und Spiroacetale bzw. Ketale, Epoxide: H. hampei, E. solidaginis, C. dolichophylla, 

Megacyllene spp., T. infestans), benzoide Aromaten (P. breviceps, C. albicans, X. euvesicatoria). 

Carbonsäuren sind selten (C. humeropictus) [MORI 1989; FRANCKE & SCHULZ 1999, 2010; 

FRANCKE & KITCHING 2010; SCHULZ & HÖTLING 2015] (Schema 38).   

Schema 38: Chemische Vielfalt von Semiochemikalien:  
• Sodoferin (L-20): möglicherweise antibiotischer Duftstoff des Rhizobakteriums Serratia odorifera [VON 

REUß et al. 2010];    

• (S)-2-Hydroxy-3-decanon (L-21): ♂♂-produziertes Sexualpheromon des Indischen Kaffeestamm-
bohrers (Xylotrechus quadripes) [RHAINDS et al. 2001; HALL et al. 2006] (s. Megacyllene spp., C. arabica);    

• (2S,12S)-2,12- und (2S,11S)-2,11-Diacetoxytridecan (L-22): Hauptkomponenten (10:7) des 

Sexualpheromons von ♀♀ der Erbsengallmücke (Contarinia pisi) [HILLBUR et al. 1999, 2000];    

• Stegobinon (L-23): Teil des Sexualpheromons von Brotkäfer-♀♀ („Bücherwurm“ Stegobium paniceum) 
[KUWAHARA et al. 1978];    

• Phenylacetonitril (L-24) Aggregationspheromon von Wüstenheuschrecken-♂♂ (Schistocerca gregaria) 
[TORTO et al. 1994; AMWAYI et al. 2012];    

• 2-Hydroxy-6-[(1E, 3E)-nona-1,3-dienyl]benzaldehyde (L-25): von Prachtbienen (Euglossa viridissima) 
sequestriert (Quelle unbekannt) und im Gemisch mit anderen Duftstoffen an Balzplätzen freigesetzt 
[ELTZ et al. 2008];    

• E-4-Oxo-2-alkenale (L-26): Wehrstoffe von P. apterus, Abb. 2, [FARINE et al. 1992, 1993; FELDLÄUFER 

et al. 2010];    
• Iridodial (L-27): Bestandteil der Wehrsekrete von Ameisen (z.B. Iridomyrmex spp.), Kurzflüglern 

(Staphylininae), Stabschrecken (Phasmatodea) und Blattkäfern (Chrysomelidae) 
[CAVILL & HINTERBERGER 1960, 1961; MEINWALD et al. 1977; SMITH et al. 1979; HUTH & DETTNER 1990; DO 

NASCIMENTO et al. 1998] (s.a. A. victrix);    

• Nicotin (L-28), Wehrstoff von Tabak (Nicoteana spp.), Wirtspflanze des Tabakschwärmers (Manduca 

sexta) [WINZ & BALDWIN 2001; KESTER et al. 2002];    

• Caulerpenin (L-29, 1‘-4,1‘-4-verknüpft): Wund- und Wehrstoff von im Mittelmeer invasiven Algen 
Caulerpa spp., bei Verletzung wird durch Esterasen ein kreuz-(homo)konjugiertes 1,4-Dial als Wirkstoff 

freigesetzt [GARSON 1993; POHNERT 2004; PAUL et al. 2006]. 
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Chemische Waffen dagegen blockieren irreversibel rezeptorische oder enzymatische 

Bindungsstellen, beeinträchtigen neurologische Prozesse oder schädigen Zellen strukturell 

[LAURENT et al. 2005]: ätzende (z.B. kurzkettige Carbonsäuren, s. T. infestans) oder hochreaktive 

Substanzen (z.B. elektrophile Dicarbonyle wie L-26, oder Iridodial, L-27; vgl Iridoide als 

Sexualpheromone bei A. victrix), Toxine (z.B. Nicotin, L-28, s. E.3.4) oder Toxinogene (wie 

Caulerpenin, L-29, oder Cyanogene, s. E.3.5) [VENNESLAND et al. 1981; HARBORNE 2001] 

(Schema 38). Nichtflüchtige Gifte können sehr komplexe Strukturen besitzen z.B. Alkaloide, 

Polyether-Polyketide oder Polypeptide [JACKSON & MORGAN 1993; POHNERT 2004; 

LAURENT et al. 2005; GERSHENZON & DUDAREVA 2007; TOLA & KEBEDE 2016].   

Spezifität 

Chemische Kommunikation erfordert die Emission von Semiochemikalien in relativ zum 

Körpergewicht z.T. sehr großen Mengen (s. B.3) mit entsprechenden physiologischen Kosten. 

Dies stellt hohe Ansprüche an Wirkeffektivität und Biosynthese-Effizienz (s. E.3).  

Wehrstoffe sollen ein möglichst breites (unspezifisches) Wirkspektrum besitzen, 

Alarmpheromone müssen an einem Ort, schnell und kurzzeitig wirken, also leicht flüchtig aber 

nicht unbedingt arteigen sein [GERSHENZON & DUDAREVA 2007; VERHEGGEN et al. 2010] (vgl. 

T. infestans; C. dolichophylla) (s.a. E.1). Wegen der benötigten Quantitäten sind beides in der 

Regel biosynthetisch einfache Verbindungen.  

Hingegen sollen z.B. Sexualpheromone exklusive Kommunikation ermöglichen und 

Überkreuzreaktionen die Ausnahme bleiben. Sie werden häufig in geringen Konzentrationen 

und über große Distanzen ausgetauscht. Dies erfordert eine hohe Spezifität gegenüber Signalen 

anderer Organismen und vor dem Hintergrund einer komplexen Duftlandschaft (ubiquitäre 

pflanzliche Metabolite, mikrobielle Zersetzungsprodukte) [KARLSON & SCHNEIDER 1973; 

FRANCKE 1988]. Dazu werden selten einzigartige chemische Verbindungen (z.B. T. turkestanica), 

sondern meist unverwechselbare Mehrkomponentengemische verwendet (bes. in artenreichen 

Familien) [WOOD et al. 1967; BORDEN et al. 1976; LINN et al. 1984; TILLMAN et al. 1999] (s. E. amygdali, 

P. breviceps) (s. E.3). Diese können in Art oder Zahl der Komponenten (A. obtectus) oder 

bezüglich deren relativer Mengenanteile [BAKER 1989] (Conotrachelus spp., I. rotundata) 

artspezifisch sein (s.a. Lepidopteren-Pheromone, E.4.1). Spezifität kann zudem auf 

stereochemischem Weg generiert werden [SILVERSTEIN 1988; MORI 1996, 1997]. Chirale 

Verbindungen werden meist mit hohen Entio- (s. P. aubei, P. Castaneus, C. psidii, C. albicans) bzw. 

Diastereomeren-Überschüssen [SEYBOLD 1993; MORI 2007] (s. T. turkestanica;), ungesättigte mit 

definierter Doppelbindungs-Konfiguration verwendet [ROELOFS 1995] (s. T. ekebladella). 

Stereomeren-Gemische sind selten (s. P. obesus, T. infestans). Die Einzelkomponenten wirken 

meist synergistisch, selbst Spurenkomponenten können essentiell sein, und erst ein quantitativ 

und qualitativ naturidentisches Gemisch entfaltet die biologische Wirkung des natürlichen 
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Signals [WOOD et al. 1967; BORDEN et al. 1976] (s. E. amygdali). 65 In seltenen Fällen wird 

geschlechtsabhängig eine stereo- oder enantiospezifische Verhaltensreaktion beobachtet 

[HANIOTAKIS et al. 1986]. 

Auch für die Primärfunktion nicht signifikante Nebenkomponenten eines exokrinen Sekrets 

sind keineswegs redundant, sondern können als inter- oder intraspezifische Signale relevant 

sein (z.B. sexuelle Selektion, vgl. L-14, E.1) [FRANCKE 2013]. Artfremde Enantiomere sind in etwa 

60% der bekannten Fälle biologisch inaktiv [MORI 2007] (s. P. breviceps). Nicht selten jedoch 

wird die Aktivität durch die geometrischen [JACOBSON 1969; ROELOFS & COMEAU 1969], 

diastereomeren oder optischen Antipoden [CARDÉ et al. 1977; TUMLINSON et al. 1977; LEAL 1996] 

gemindert, inhibiert oder sogar von einem repellenten Effekt überdeckt [SILVERSTEIN et al. 

1966, 1968; RAUSCHER et al. 1976, 1984; VITÉ et al. 1976; TENGÖ et al. 1990]. Sowohl intraspezifisch 

inaktive Verbindungen als auch relative Mengenverhältnisse und die Stereochemie essentieller 

Pheromonkomponenten können die Abgrenzung sympatrischer, untereinander fertiler Arten 

oder die Abschreckung von gleichgeschlechtlichen Konkurrenten bewirken [Tumlinson 

et al. 1974; CARDÉ et al. 1977; SZŐCS et al. 1993, 2004; MORI 2007] (vgl. T. ekebladella; P. castaneus; 

I. rotundata und E.5).  

Die verhaltensaktiven Substanzen sind je nach Art und Aufgabe in eine Matrix (Cuticula oder 

Drüsensekrete) wenig spezifischer Stoffwechselprodukte ohne Signalbedeutung eingebettet 

(z.B. Yucca spp., C. dolichophylla; s. Gewinnung von Extrakten, B.3). Diese sind als Lösemittel, 

Emulgatoren oder Spreitungssubstanzen, Carrier, Antioxidantien oder Antibiotika ebenso 

unverzichtbar für die Funktion des Botenstoffs [HADLEY 1980; FRANCKE 1991; FRANCKE & 

SCHULZ 1999]. 

Die chemischen und physikalischen Eigenschaften der Matrix sowie die meist geringe 

Konzentration darin enthaltener Signalstoffe sind wichtige Faktoren bei deren Detektion 

und Identifizierung. 

 

                                                           

65  Contarinia pisi (s. Schema 38): 2-Acetoxytridecan (1%) ist essentiell für Lockwirkung [HILLBUR et al. 

1999, 2000];   die nicht natürlichen (2S,11R)- und (2R,11S)-Isomere von L-22 sind starke Inhibitoren 
[HILLBUR et al. 2001]. 
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E.3 Biogenetische Klassifizierung von Semiochemikalien 

Semiochemikalien sind in der Regel Sekundärstoffwechselmetabolite (ohne Basisfunktion für 

Wachstum und Entwicklung und dienen nicht der unmittelbaren Aufrechterhaltung der 

Lebensfunktionen). Sie werden gemäß ihrer (vermuteten) Abstammung nach den 

Hauptbiosynthesewegen des Primärstoffwechsels unterteilt in:  

• Acetogenine (Fettsäure-Derivate) 

• Polyketide und Propiogenine  

• Terpenoide (Isoprenoide: Mevalonate bzw. Methylerythritole) und 

• Aminosäure-Derivate 

Allerdings ist für die Mehrzahl der biologisch aktiven Substanzen mit bewiesener 

Signalfunktion die Biosynthese ungeklärt. Meist lässt sich jedoch anhand von Kohlenstoff-Gerüst 

und Funktionalisierung eine Herkunft postulieren [BLOMQUIST & VOGT 2003]. Einige Strukturen 

lassen sich empirisch nicht zweifelsfrei einordnen, wenn sie durch Gerüstumbau oder –abbau 

entstehen (s. P. breviceps und z.B. Seudenon, L-11, S.196; Cantharidin, L-84, S.225; Patulin, L-131, 

S.248), auf verschiedenen Pfaden zugänglich sind (s. T. infestans) oder Elemente verschiedener 

Routen enthalten (s. X. euvesicatoria) [FRANCKE et al. 1995; HARTMANN & WITTE 1995]. Botenstoffe 

gemischt biogenetischen Ursprungs sind jedoch vergleichsweise selten.    

Zur Identifizierung von Botenstoffen ist die Überprüfung einer möglichen Biogenese 

ein wertvolles Werkzeug, um die Plausibilität mehrerer möglicher Strukturvorschläge 

abzuschätzen [BJOSTAD et al. 1984; FRANCKE 1988]. 

Neben der Photosynthese zum Aufbau von Monosaccariden stehen bestimmte Fettsäure-, 

Terpen- und Aminosäure-Synthesepfade allein autotrophen Pflanzen und Mikroorganismen 

offen. Hingegen sind Tiere auf Zufuhr von essentiellen organischen Verbindungen nicht nur für 

den Primärstoffwechsel sondern auch als Edukte für den Sekundärmetabolismus angewiesen 

[DUFFEY 1980; HICK et al. 1999].  

Insekten sind in ihrem biogenetischen Repertoire stärker limitiert als viele andere Lebewesen 

[OPITZ & MÜLLER 2009; LEVINSON & LEVINSON 2005]. Zur Genese von Sekundärstoffen nutzen sie 

neben Nahrungsbestandteilen auch Metabolite assoziierter Bakterien oder Pilze 66 sowie von 

                                                           

66  Assoziierte Mikroorganismen: Bei Insekten ist meist ungeklärt, in welchen Maß mikrobielle Symbionten für 
die Biogenese von Semiochemikalien verantwortlich sind. Für viele marine Organismen ist dies belegt 
[MOORE 2005; PAUL et al. 2006]. Die Biosynthese von Polyketiden und Poly(desoxy)propionaten wurde bei 
Pilzen und Bakterien aufgeklärt [STAUNTON & WEISSMAN 2001], ist bei Insekten (s. T. turkestanica) jedoch 
weitgehend unbewiesen, ein mikrobieller Ursprung wird vermutet [BESTMANN et al. 1997; 
PANKEWITZ & HILKER 2008; FRANCKE 2013]. Bei Borkenkäfern sind Hefen (u.a. Candida spp.) und Bakterien 
(Bacillus spp.) an der Entgiftung von pflanzlichen (terpenoiden) Wehrstoffen beteiligt (s. Coffein bei 
H. hampei, Thujon bei P. aubei) [SEYBOLD et al. 2000; DETTNER 2003b; SEYBOLD & VANDERWEL 2003; 
BERGSTRÖM 2008; FRANCKE 2013] (s. E.4.2). Auch der Steroid-Bedarf bestimmter Nagekäfer wird vermutlich 
durch symbiontische Hefen gedeckt [MORGAN 2004] (s.a. E.4.8). 
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Wirten sequestrierte 67 Verbindungen. So spezialisierte Insektenarten sind daher zwingend von 

ihren mikrobiellen Symbionten (s. H. hampei) bzw. bestimmten Pflanzen- oder Tierarten 

abhängig. Aufgenommene Substanzen werden unverändert im Allgemeinen nur als Wehrstoffe 

verwendet. Für Botenstoffe hingegen können je nach Funktion und Anforderung an ihre 

Spezifität starke Modifikationen nötig sein [SEYBOLD et al. 2000; HARBORNE 2001].   

Artspezifität von Pheromonen kann sowohl de novo als auch aus exogenen Edukten durch 

spezifische Abfolgen universeller Reaktionen (z.B. bei Fettsäure-Derivaten, s. I. rotundata, 

E. amygdali), durch spezifische divergente (z.B. verschiedene Funktionalisierung, s. P. castaneus, 

T. turkestanica) oder konvergente Strategien (z.B. Ester, s. I. rotundata, T. infestans) erzeugt 

werden [TILLMAN et al. 1999; MILLAR 2000]. Stereozentren (s. C. albicans) oder stereogene 

Doppelbindungen (s. T. ekebladella) werden meist in einem späten Biogeneseschritt eingeführt 

[JURENKA 2004]. Die beteiligten Enzyme können artspezifische Produktspektren (z.B. Terpen-

Synthasen oder Oxidasen, s. E. solidaginis) [CANE 1990; PICHERSKY et al. 2006] oder Substrat-

toleranzen (s. bei T. infestans, E. amygdali, Yucca spp.) sowie bestimmte Stereo- oder 

Enantioselektivitäten zeigen [CORNFORTH 1976 69; RÉTEY 1979; SCHIFRIN et al. 2016; DICKSCHAT 

2016]. So entstehen definierte Gemische von Isomeren oder Strukturverwandten gemeinsamen 

biogenetischen Ursprungs (T. turkestanica; E. amygdali; T. ekebladella; I. rotundata; C. psidii; 

P. obesus, Megacyllene spp., Yucca spp., C. dolichophylla) [CROTEAU 1987; GERSHENZON & 

DUDAREVA 2007; FRANCKE 2013].   

Vererbte Modifikationen können Duftstoffbouquets so verändern, dass Populationen 

reproduktiv isoliert werden [LÖFSTEDT 1993; ROELOFS et al. 2002; LASSANCE et al. 2010]. Verwandte 

Taxa nutzen daher häufig eine ähnliche Botenstoffchemie (Conotrachelus spp.; Yucca spp.). 

Mögliche Gemeinsamkeiten zwischen einzelnen Signalstoffen eines Bouquets oder 

bekannte Pheromone verwandter Spezies können daher Hilfestellungen bei der 

Entwicklung von Strukturpostulaten leisten [FRANCKE 1991; FRANCKE & SCHULZ 1999].  

                                                           

67  Sequestrierung-Sekundärmodifikation kann einen Zugang zu endogen unzugängliche Metaboliten eröffnen 
oder den biosynthetischen Aufwand verringern: z.B. sammeln einige Prachtbienen-Arten, wie Euglossini, u.a. 
Blütendüfte (z.B. L-25, Schema 38) zur Verwendung als Sexualduftstoffe [ELTZ et al. 1999, 2008; ELTZ 2010]. 
Zahlreiche Herbivore nehmen Pflanzentoxine auf [bes. N-haltige (Aminosäure-)Metabolite, s. E.3.4, aber auch 
Steroid- oder Iridoid-Glycoside, z.B. L-124] und speichern sie zum eigenen Schutz oder als Signalstoff-
Precursors [BOPPRÉ 1995; NISHIDA 2002; OPITZ & MÜLLER 2009]. Verfügt eine Art prinzipiell über die Fähigkeit zur 
entsprechenden de novo-Biosynthese, ist bei struktureller Ähnlichkeit von Wirt- und Signalchemie die 
Herkunft nicht offenbar (s. P. aubei). Einige Blattkäfer (Chrysomelinae) sind z.B. zur de novo-Biosynthese von 
Iridoiden in der Lage (s. E.3.3) [LAURENT et al. 2003; GERSHENZON & DUDAREVA 2007] (vgl. A. victrix). Insekten 
gewichten evtl. beide Quellen je nach Wirt- bzw. Nahrungsqualität [HICK et al. 1999; TILLMAN et al. 1999; 
JURENKA 2004; OPITZ & MÜLLER 2009]. Beispielsweise initiiert bei Borkenkäfern erst die Aufnahme von 
Monoterpenen aus Wirtspflanzen die Produktion der Aggregationspheromone (s. E.4.2) [SEYBOLD et al. 2000; 
SEYBOLD & VANDERWEL 2003; BLOMQUIST et al. 2010; BYERS 1995, 2007; VITÉ & FRANCKE 1985]. Der Baumwoll-
kapselkäfer (Anthonomus grandis) synthetisiert Grandisol (s.a. P. castaneus, C. humeropictus) entweder aus 
endogenem oder aus sequestriertem Geraniol (s. E.3.3) [HEDIN et al. 1971; THOMPSON & MITLIN 1979].    
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E.3.1 Acetogenine (Fettsäure-Derivate)  

Fettsäuren sind primäre Stoffwechselprodukte, dienen aber auch als Edukte für 

Sekundärmetabolite. Diese bilden die umfangreichste Gruppe der bekannten Signalstoffe bei 

Insekten [O´HAGAN 1995; FRANCKE & SCHULZ 2010; FRANCKE 2013] (s. E.4).  

Fettsäure-Synthasen (FAS) verknüpfen Acetyl (bzw. Acyl)-CoA- und Malonyl-CoA-Einheiten 

durch konsekutive Sequenzen aus jeweils CLAISEN- (bzw. Malonester-)Kondensation und 

obligatorischer β-Defunktionalisierung [STRUMPF 1980; JURENKA 2004; MORGAN 2004]. 68 

Dadurch entstehen geradzahlige, unverzweigte, gesättigte und nur an C1 funktionalisierte 

Acetogenine. Ungesättigte Fettsäuren werden bei allen Lebewesen (mit Ausnahme einiger 

anaerober Bakterien) aus den gesättigten Primäranaboliten durch regio- und E/Z-selektive 

Dehydrierung dargestellt [STANLEY-SAMUELSON et al. 1988; TILLMAN et al. 1999]. Dabei dominieren 

in ungerader Position wirkende Desaturasen (Δ9 ist ubiquitär: Synthese von Ölsäure; Δ11 ist 

charakteristisch für viele Insekten) [ROELOFS & WOLF 1988; ONO et al. 2002] (s. I. rotundata). 

Linolensäure ist essentiell für alle höheren Tiere und Insekten. Eine Fähigkeit zu Linolsäure-

Biosynthese aus Ölsäure ist nur für wenige Insektenarten nachgewiesen (z.B. Termiten, einige 

Schaben und Hemiptera) [BLOMQUIST et al. 1982 1991; CRIPPS et al. 1986; DE RENOBALES et al. 1987; 

HAHN & STRÖHLE 2004; MALCICKA et al. 2018; MACHÁČEK et al. 2023]. Sekundärmetabolite wie 

Botenstoffe werden erst im Anschluss an die vollständige endogene Genese oder aus 

sequestrierten Fettsäuren synthetisiert. Sie werden nach ihrer Struktur bzw. biosynthetischen 

Herkunft unterteilt [MILLAR 2000; ANDO et al. 2004; FRANCKE 2013]:   

Typ-I-Acetogenine  

Typ-I-Acetogenine sind primäre Alkohole, Aldehyde oder endständige Ester mit Ketten 

geradzahliger Länge von C10 bis C18 und 0 bis 3 Doppelbindungen definierter Position und 

Geometrie, z.B. Bombykol (L-2) oder 9-Tetradecenylacetat (L-4). Sie werden aus gesättigten 

Fettsäuren (Palmitin- oder Sterarinsäure) durch Kombinationen aus Dehydrierungen und β-

oxidativen C2-Kettenkürzungen mit abschließender Modifikation der terminalen Funktionalität 

erzeugt [ROELOFS & BJOSTAD 1984; BJOSTAD et al. 1987; JURENKA 2004].  

                                                           

68  Dazu wird die Carbonyl-Komponente biochemisch als Coenzym A-Thioester (AcylS-CoA) [LIPMANN 1954] 70 
und die Methylen-Komponente als Malonat aktiviert. Fatty acid-Synthasen (FAS) sind Multi-Enzym-Proteine 
mit katalytischen Zentren für alle Teilreaktionen der Sequenz. Als Substrate tolerieren sie mit wenigen 
Ausnahmen nur Acetyl-CoA als Starter und Malonyl-CoA als Nukleophil zur Verlängerung. Auf deren 

Kondensation zu β-Ketoacyl-S-ACP (FAS-Cofaktor Acyl-Carrier-Protein) folgt obligatorisch dessen konsekutive 
Reduktion, Dehydratisierung und Hydrierung. Die um C2 kettenverlängerte Acyl-Komponente durchläuft unter 
kontinuierlicher Bindung an das Enzym weitere Zyklen bis zu einer Länge von C16 oder C18. 

69  Nobelpreis für Chemie 1975: John W. CORNFORTH (1917–2013) Austr/GB „für seine Arbeiten über die 
Stereochemie von Enzym-Katalyse-Reaktionen“, zusammen mit Vladimir Prelog (1906–1998) Ch. 

70  Nobelpreis für Medizin 1953: Fritz A. LIPMANN (1899–1986) USA (geb. D) „Entdeckung des Coenzyms A“, 
zusammen mit H.A. Krebs (1900-1981) GB (geb. D). 
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Typ-I-Acetogenine wurden als Pheromone bei allen großen Ordnungen gefunden und stellen 

bei Lepidopteren die Mehrzahl der Sexuallockstoffe [ANDO et al. 1993, 2004; FRANCKE 2013; EL-

SAYED 2022] (z.B. I. rotundata) (E.4.1).  

Typ-II-Acetogenine  

Typ-II-Acetogenine sind (homokonjugierte) Polyen-Kohlenwasserstoffe und deren Epoxide. 

Ausgehend von Linol- und Linolensäure werden durch zusätzliche Verlängerungszyklen mit 

Malonyl-CoA und abschließende Decarboxylierung Z-konfigurierte 6,9-Diene und 3,6,9-Triene 

mit ungeradzahlige Ketten C17 und länger aufgebaut (s. E. amygdali). Diese werden durch 

Einführung zusätzlicher Doppelbindungen (z.B. bei T. ekebladella) oder durch regio- und 

stereoselektive Epoxidierung diversifiziert [ROELOFS & BJOSTAD 1984; RULE & ROELOFS 1989; 

ANDO et al. 2004; JURENKA 2004] (z.B. L-14 bei Frostspannern, Schema 36, und L-30 bei 

Kiefernspannern, Schema 39).  

Typ-II-Acetogenine sind als Lepidopteren-Pheromonone verbreitet (z.B. T. ekebladella) [ANDO 

et al. 1993; TILLMAN et al. 1999; MILLAR 2000] (s. E.4.1). Alkane und Alkene spielen eine Rolle bei 

der Unterscheidung von Arten, Kasten und Individuen z.B. bei eusozialen Hymenopteren (s. 

P. breviceps) oder Isopteren (s. H. mossambicus). Sowohl bei Pflanzen als auch bei Insekten sind 

sie Teil der Matrix für sezernierte Duftstoffe (s. bei Yucca spp.; C. dolichophylla) oder gemeinsam 

mit Wachsestern der epicuticularen Lipidschicht (s. Megacyllene spp., E. amygdali) 

[CHU & BLOMQUIST 1980; HOWARD & BLOMQUIST 1982, 2005; HÖLLDOBLER & CARLIN 1987; 

VAZ et al. 1988b; HAVERTY et al. 2000; AYASSE et al. 2001; BUSCHINGER 2003; KAIB et al. 2004; 

MARTIN & DRIJFHOUT 2009]. 

Schema 39: (4S,5S,6Z,9Z)-4,5-epoxy-Nonadeca-6,9-dien (L-30): Teil des Sexualpheromons von 
Kiefernspanner-♀♀ (Bupalus piniaria) [FRANCKE et al. 1988, 1999];   (R)-5-[(Z)-1-
decenyl]oxacyclopentan-2-one (Japonilure, L-31, mit Acetat-Untereinheiten): Sexualpheromon von 
Japankäfer-♀♀, Popillia japonica [TUMLINSON et al. 1977; LEAL 1998];   (3Z)-Hex-3-en-1-ylacetat (L-32): 
typischer Sekundärmetabolit verletzten Pflanzengewebes und Wirtkairomon für Parasitoide 
[TURLINGS et al. 1990; PARÉ & TUMLINSON 1999] (s. T. turkestanica und E.4.7);   Disparlure (L-33, Valin-
Starter, geradzahlige Kettenlänge): Sexualpheromon von Lymantria dispar-♀♀ [IWAKI et al. 1977; 
JURENKA 2004]. 
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Andere acetogenine Strukturen 

Oxidationen der Kette (besonders in allylischer Position) und Kettenkürzungen liefern 

sekundäre Alkohole und Ester oder Ketone wie die Fliegenpheromone L-12 (S.196) und L-22, das 

Käfer-Sexualpheromon L-21 (S.200) und die Königinnensubstanz L-18 (S.198). Sie ermöglichen 

zudem Cyclisierungen zu chiralen Lactonen (z.B. Japonilure, L-31) und Makroliden (s. 

C. humeropectus), zu bicyclischen Acetalen (z.B. Brevicomin, L-5, Schema 2) oder zu 

Spiroacetalen [VANDERWEL et. al. 1992a,b; FRANCKE & SCHRÖDER 1999; MORGAN 2004].   

Acetogenine Spiroacetale sind vor allem bei höheren Insekten verbreitete Signalstoffe (s. 

E. solidaginis und Megacyllene spp.). Sie besitzen in der Regel unverzweigte, ungeradzahlige 

Ketten. Verzweigte sind sehr selten (z.B. L-34 bei einer Schildwanze, s. E.4.4), hydroxylierte 

kommen als Pheromon-Nebenkomponenten vor (z.B. L-35 bei Olivenfliegen, E.4.5) [FRANCKE & 

KITCHING 2001; BOOTH et. al. 2009, 2011]. Spiroacetale wurden auch bei Angiospermen als 

Duftstoffe identifiziert (z.B. Dehydroconophthorin, #2, Graphik 4; s.a. Coffea spp. und 

C. dolichophylla). In Kamillenblüten kommen Alkadiinyliden-substituierte Spiroacetal-Enolether 

wie L-36 vor (Schema 40).   

Schema 40: (2S,4R,6R,8S)-2,4,8-Trimethyl-l,7-dioxaspiro[5.5lundecan (L-34): identifiziert bei Cantao 

parentum [MOORE et al. 1994];   (3R,6R)-1,7-Dioxaspiro[5.5]undecan-3-ol (3-Hydroxyolean, L-35): Teil 
des Sexualpheromons von B. oleae-♀♀ [BAKER et al. 1980, 1982; HANIOTAKIS et al. 1986; FRANCKE 1988];    
2-(2,4-Hexadiinyliden)-1,6-dioxaspiro[4.4]non-3-en (L-36): aus Matricaria spp. [BOHLMANN et al. 1967; 
BUONO-CORE et al. 2011].    

Der Einbau von Propionat oder die Verwendung verzweigter Starter (aus Aminosäuren, s. 

X. euvesicatoria und E.3.4) erzeugen „irreguläre“ Ketten (wie bei Disparlure, L-33). Diese 

entstammen in der Regel der endogenen Biosynthese durch spezielle FAS. Methylalkane sind bei 

Insekten relativ häufig, u.a. bei Schaben und Termiten (z.B. L-110, L-118 und L-119; s. E.4.6) oder 

bei Fliegen (s. E.4.5). Bei Pflanzen sind sie selten [HOWARD & BLOMQUIST 1982; NELSON & 

CARLSON 1986; CHARLTON & ROELOFS 1991; TILLMAN et al. 1999; SCHAL et al. 2003]. Bei Verletzung 

produzieren Pflanzen durch Abbau von Linol- und Linolensäure die charakteristischen „Green 

Leaf Volatiles“ (GLVs, z.B. Z-Hex-3-en-1-ylacetat, L-32, via 13-Hydroperoxylinolensäure, vgl. 

Jasmonsäure-Derivate, E.4.7) [MORGAN 2004, 2010; HATANAKA et al. 1982] (s. bei C. psidii und 

T. turkestanica).  
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E.3.2 Polyketide und Propiogenine  

Auch Polyketide sind Oligokondensate von Carboxyl-Einheiten, die durch wiederholte 

CLAISEN-Kondensations-Zyklen aufgebaut werden [MCGARVEY & CROTEAU 1995; STAUNTON & 

WEISSMAN 2001; MORGAN 2004; PANKEWITZ & HILKER 2008] (Schema 41). Polyketid-Synthasen 

(PKS) 71 katalysieren Acyl-Kondensationen analog der FS-Genese, jedoch mit höherer Substrat-

Toleranz und Sequenz-Flexibilität [HOPWOOD & SHERMAN 1990; KATZ & DONADIO 1993; 

HOPWOOD 1997; KATZ 1997; KHOSLA 1997; RAWLINGS 1997]: gemischte Verknüpfung 

verschiedener Bausteine, optionale bzw. unvollständige Ketoacyl-β-Defunktionalisierung sowie 

variable Zahl von Verlängerungsschritten. Polyketide bilden daher eine sehr große und 

strukturell sehr heterogene biogenetische Gruppe [O´HAGAN 1995]. 

Vermutlich ist erst ein geringer Teil der natürlichen Polyketide bekannt. Die meisten wurden 

bisher bei Pflanzen, vor allem aber bei Bakterien und mikrobiellen Pilzen gefunden. Abgesehen 

von den Toxinen mikrobieller [BRÄSE et al. 2009] und mariner Organismen [GARSON 1993] ist ihre 

biologische Funktion kaum verstanden. Ebenso ist der Ursprung polyketider Botenstoffe bei 

Insekten meist unbekannt [PANKEWITZ & HILKER 2008; FRANCKE 2013]. 66   

Schema 41: Mellein (L-37): Spurpheromonkomponente von Ameisen (Formica, Lasius und Camponotus 
spp.) [BESTMANN et al. 1992b, 1997];   (+)-(2S)-Coniin (L-38) Toxin des Gefleckten Schierlings (Conium 

maculatum) [HABERMEHL & HAMMANN 1992; HESSE 2000];   (4S,6R,8R,10S,16R,18S)-Hexamethyldocosan 
(L-39, mögliche Biosynthese mit Propionat als Starter): cuticularer Kohlenwasserstoff von australischen 
Zuckerrohrkäfern, Antitrogus parvulus [FLETCHER et al. 2003; HERBER & BREIT 2005].  

Die zunächst gebildeten mono- bis polyfunktionalisierten acyclischen Aliphaten (meist 

Alkohole und Carbonyle) besitzen die Voraussetzung für vielfältige Sekundärmodifikationen wie 

Redox-Reaktionen oder Alkylierungen [SHEN 2000; BOOTH et. al. 2009]. Durch intramolekulare 

Cyclisierungen werden Heterocyclen (z.B. Stegobinon, L-23) oder Aromaten wie Mellein (L-37) 

synthetisiert (s.a. P. breviceps). Durch Transaminierung entstehen Pseudo-Alkaloide (z.B. Coniin, 

                                                           

71  PKS sind Enzym-Komplexe, die bisher nur in Pflanzen und Mikroorganismen nachgewiesen und hier 
mechanistisch und enzymologisch untersucht wurden [STAUNTON & WEISSMAN 2001; PANKEWITZ & HILKER 2008]: 
Typ-I PKS liefern überwiegend entlang der Kette defunktionalisierte, FS-ähnliche Acetogenine, Typ-II PKS 
produzieren oxygenierte Verbindungen. 
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N
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L-38), die auch Ameisen und Käfer als Defensiv- und Offensivstoffe einsetzen [BLUM 1987; 

LECLERCQ et al. 2000; LAURENT et al. 2003, 2005; MORGAN 2004; DOSSEY 2010]. 
Der Einbau von Methylmalonat (Propionat) neben Acetat erzeugt Propiogenine [FRANCKE & 

SCHULZ 1999] mit regelhaft durch eine ungerade Zahl von Methylen-Gruppen getrennten Methyl-

Verzweigungen [JURENKA 2004] (z.B. L-39). Bei Inaktivität der PKS-Enoyl-Reduktase entstehen 

Polydesoxypropionate mit Doppelbindungen an der Kupplungsstelle [PETROSKI et al. 1994; 

BARTELT & WEISLEDER 1996] (s. T. turkestanica). Einige Botenstoffe weisen Ethyl-Verzweigungen 

nach Einbau von Ethylmalonat (Butyrat) auf [FRANCKE & DETTNER 2005]. Verwenden die PKS-

Ketoacyl-Synthasen Starter aus dem Terpen- oder Aminosäure-Pool, entstehen strukturell 

„irreguläre“ Produkte [MOORE & HERTWECK 2002] (vgl. X. euvesicatoria).  

Bei Pilzen und Bakterien liefert der Abbruch auf der 3-Oxoacyl-Stufe die Acetogenin-

Untereinheit von AHL-Autoinducern (z.B. L-19, S.198) [CHHABRA et al. 2005; WILLIAMS 2007] (s. 

C. albicans). PKS von Mikroorganismen sind darüber hinaus relativ produktunspezifisch, sodass 

Gemische von Bishomologen entstehen können (z.B. bei X. euvesicatoria) [MORGAN 2004; 

SCHULZ & DICKSCHAT 2007].  



E.3 Biogenetische Klassifizierung von Semiochemikalien 

 

210 

E.3.3 Terpenoide (Mevalonate bzw. Methylerythritole)  

Terpen(oid)e bilden mit ca. 65.000 beschriebenen Substanzen die umfangreichste und 

strukturell inhomogenste Gruppe der bekannten Naturstoffe [DEWICK 1995, 1997, 1999, 2002; 

BREITMAIER 1999, 2005; GERSHENZON & DUDAREVA 2007; OLDFIELD & LIN 2012; Xiang et al. 2013]. 

Die meisten sind pflanzlichen (und mikrobiellen) Ursprungs und werden häufig in großen 

Mengen produziert, vermutlich überwiegend zur Verteidigung gegen Pathogene und Herbivore 

(z.B. Scolytinen: H. hampei, P. aubei) oder zum Anlocken von Nützlingen (s. Yucca spp.) 

[LANGENHEIM 1994; HARBORNE 2001; KALEMBA et al. 2012; PATRA 2012b, BACH & ROHMER 2013; 

DICKSCHAT 2016; PICHERSKY & RAGUSO 2018] (s. E.4.7). Vielen Insekten dienen sie der 

Wirtlokalisation und Nahrungssuche (z.B. Rüsselkäfer: P. castaneus, P. obesus und Conotrachelus 

spp.; Bockkäfer: Megacyllene spp.). Isoprenoide aus (in der Regel) endogener Synthese bilden bei 

ihnen die zweite große Gruppe der intraspezifischen Signalstoffe [FRANCKE 1991; FRANCKE & 

SCHULZ 1999; HICK et al. 1999; DICKE 2000; AWMACK & LEATHER 2002; SEYBOLD & VANDERWEL 2003].  

Terpene sind formal Oligomere von Isopren (Isopren-Regel: Isoprenoide) [WALLACH 1885, 

1910 72; RŮŽIČKA & STOLL 1922; RŮŽIČKA 1953, 1963 73]. Ausgehend von 3,3-Dimethylallylpyro-

phosphat (DMAPP) werden durch (wiederholte) 1´-4-„head-to-tail“-Verknüpfung mit dessen 

Isomeren 3-Isopentenylpyrophosphat (IPP) 74 die Isoprenologen Geranyl-PP (GPP), Farnesyl-PP 

(FPP), und Geranylgeranyl-PP (GGPP) aufgebaut [LOOMIS & CROTEAU 1980; Lichtenthaler 

et al. 1997; BOHLMANN et al. 1998a; KNÖSS 1999; SEYBOLD et al. 2000].  

Schema 42: Lavandulol (L-40): 1´-2-verknüpft, Bestandteil ätherischer Öle, z.B. von Lavendel (Lavandula 

angustifolia) [VOSTROWSKY et al. 1981; KREIS & MOSANDL 1992];   (1S,2R,5R)-Bicolorin (L-41): umgelagert, 
Aggregationspheromon von ♂♂ des Buchenborkenkäfers Taphrorychus bicolor [FRANCKE et al. 

1995, 1996];   2-Methyl-3-buten-2-ol (L-42): Alarmsignal von Hornissen (Vespa crabro) [VEITH et al. 

1984a] und Aggregationspheromon des Buchdruckers Ips typographus [VITÉ & FRANCKE 1985].     

Aus diesen Grundkörpern werden von Terpen-Synthasen (TPS) Mono- (C10), Sesqui- (C15) 

und Diterpene (C20) durch kationische Cyclisierungen und Umlagerungen erzeugt (Schema 42 

bis Schema 45) [CANE 1990; DAVIS & CROTEAU 2000; DEWICK 2002; PICHERSKY et al. 2006]. Die 1´-1-

„head-to-head“-Kupplung von FPP liefert Triterpen- (nicht bei Insekten) und die von GGPP 

                                                           

72  Nobelpreis 1910: Otto WALLACH (1847–1931) D „für Arbeiten auf dem Gebiet der alicyclischen 
Verbindungen“ 

73  Nobelpreis 1939: Leopold RŮŽIČKA (1887–1976) Ch „für Arbeiten an Polymethylenen und höheren 
Terpenen“, zusammen mit A. BUTENANDT 4  

(R)-(35)
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Tetraterpen-Grundkörper (nur bei Pflanzen) [POULTER 1990; CHAPPELL 1995; OLDFIELD & 

LIN 2012] (Schema 46 und Schema 47). Die Strukturfülle entsteht durch nachfolgende 

Funktionalisierung und Doppelbindungsisomerisierung, durch Skelettumbau (Multiprodukt-

Terpencyclasen) sowie durch Abbau oder Ringöffnung zu „irregulären“ bzw. Norterpenen (s. 

P. breviceps, Yucca spp. und H. hampei), die schließlich nur noch in Bereichen terpenoide 

Verzweigungsmuster aufweisen (z.B. Bicolorin, L-41). Nicht-1´-4- oder -1´-1-Kupplungen sowie 

der Einbau von Homomevalonat liefern irreguläre Strukturen wie Lavandulol (L-40) bzw. 

Homoterpene wie Faranal (L-98, S.229; vgl. H. mossambicus) [BANTHORPE et al. 1972; 

CROTEAU 1987; FRANCKE 1991; STEELE et al. 1998; FRANCKE & SCHULZ 1999; OLDFIELD & LIN 2012; 

Gatto et al. 2015; DICKSCHAT 2016].    

Hemiterpenoide besitzen relativ hohe Dampfdrücke und eine geringe Strukturvariabilität. Sie 

kommen als Bausteine komplexerer Verbindungen oder als leichtflüchtige, wenig spezifische 

Botenstoffe vor (z.B. Alarmpheromone wie L-13, S.196, oder 2-Methyl-3-buten-2-ol, L-42). 

Monoterpenoide  

Monoterpenoide [GRAYSON 1984-2000] sind als Botenstoffe vor allem bei Rüsselkäfern 

(Curculionidae, z.B. P. obesus) [FRANCKE & DETTNER 2005] und Taillenwespen (Apocrita, z.B. 

A. victrix) von Bedeutung. Cyclohexanoide und offenkettige Terpenoide sind mehrheitlich 

ubiquitäre Pflanzeninhaltsstoffe [BANTHORPE et al. 1972; CROTEAU 1987] (s. Thuja spp.). Die für 

chemische Signale erforderliche Spezifität wird durch (stereoselektive) Oxidationen, 

Reduktionen, Cyclisierungen oder Umlagerungen erzeugt.  

Beispielsweise ausgehend von Geraniol (Schema 43): Nach Retroaldol-Spaltung entstehen 

durch Ringschluss aus Epoxysulcatol (L-43) die Bisnorterpene (2R,5S)-Pityol (L-44) und cis-

Vittatol (L-45) (vgl. Yucca, Anh. G.10.9) und in analoger Weise aus epoxy-Isosulcaton (L-46) 

bicyclisches Frontalin (dieses wurde zusammen mit Sulcaton bei C. arabica und Sulcaton auch 

bei A. victrix gefunden) [FRANCKE et al. 1995; TILLMAN et al. 1999; BARKAWI et al. 2003; SEYBOLD &  

VANDERWEL 2003]. Der Vierring von Grandisol (s. P. obesus, C. humeropictus und P. castaneus) 

wird durch Cyclisierung von γ-Isogeraniol (L-47) gebildet; jeweils unter Aufbau zweier neuer 

Stereozentren [BEDOUKIAN & WOLINSKY 1975; THOMPSON & MITLIN 1979; BYERS et al. 2013]. Und  

8-Hydroxygeraniol (L-49) wird bei bei Pflanzen [INOUYE & UESATO 1986] und Insekten (s. 

A. victrix) [WEIBEL et al. 2001] zu cyclopentanoiden Iridoiden cyclisiert, wobei selektiv bis zu vier 

Stereozentren generiert werden (z.B. Iridodial, L-27, S.200; Nepetalactol, L-104, Schema 63, S.244) 

[BELLESIA et al. 1984; VEITH et al. 1994b; OLDHAM et al. 1996; LAURENT et al. 2003].   

                                                           

74  Alle Lebewesen verfügen über den Mevalonat-Weg zur de novo-Biosynthese von IPP aus Acetat 
[LYNEN 1964]. 75 Alternativ oder zusätzlich synthetisieren photosynthetisch aktive Bakterien und Pflanzen IPP 
auf dem Methylerythritol-Phosphat (MEP) bzw. Desoxyxylolose-Phosphat-Weg aus Pyruvat und Glycerin-
aldehyd-3-Phosphat (GAP) [ROHMER 1993, 2003; EISENREICH et al. 1998; RODRÍGUEZ-CONCEPCIÓN & BORONAT 2013]. 
Dieser ist bisher bei Insekten und höheren Tieren nicht nachgewiesen [JURENKA 2004]. 
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Schema 43: Diversifizierung von Monoterpenoiden durch Bildung von Carbo- und Heterocyclen:  

• Cyclisierung von Epoxysulcatol (L-43, epoxy-„Bisnorgeraniol“) zu Pityol (L-44, zusammen mit 
Grandisol Aggregationspheromon von Fichtenborkenkäfer-♂♂, Pityophthorus pityographus) 
[FRANCKE et al. 1987; BIRGERSSON et al. 1995] und Vittatol (L-45, Aggregationspheromon von Bunten 
Ulmenkäfern, Pteleobius vittatus) [KLIMETZEK et al. 1989], (vgl. Cyclisierung von Linalool, Yucca spp.) 
sowie von epoxy-Isosulcaton (L-46) zu Frontalin (s. C. aracica),    

• von γ-Isogeraniol (L-47, 1‘-4-verknüpft) zu Grandisol (s. P. castaneus) und Fragranol (L-48, trans-
konfiguriert, aus Wurzelextrakten von Artemisia fragrans) [BOHLMANN et al. 1973] und  

• und von 8-Oxogeranial (L-49, Speicherung als 8-Hydroxygeraniol-8-β-D-Glc) zu Iridoiden, z.B. L-27 (s. 
A. victrix) [VEITH et al. 1994b; LAURENT et al. 2003].    

Sesquiterpenoide  

Sesquiterpenoide bilden mit mehr als 8000 Verbindungen aus über 200 verschiedenen 

Kohlenstoff-Skelett-Typen die größte Gruppe der bekannten Terpene [CANE 1990; 

BREITMEIER 2005]. Die meisten sind pflanzliche und mikrobielle Cyclisierungs- und 

Umlagerungs-Produkte von Nerolidyl-PP (s. Yucca) [FRAGA 1985-2013; BOHLMANN et al. 1998a; 

STEELE et al. 1998; DAVIS & CROTEAU 2000; SCHULZ & DICKSCHAT 2007]. Viele werden als 

antimikrobische bzw. insektizide Wehrstoffe (s. C. albicans) aber auch als Signalstoffe (z.B. E-β-

Caryophyllen, L-15, S.197) produziert [HORNBY et al. 2001; HOGAN et al. 2004; 

JANSEN & DE GROOT 2004; NICKERSON et al. 2006; DERENGOWSKI et al. 2009; LIU et al. 2010; 

DINAMARCO et al. 2011]. 

Farnesol-Derivate und Farnesene sind häufige Blüten- oder Fruchtdüfte [Knudsen et al. 1993, 

2006; SCHNEE et al. 2002]. Sie dienen Herbi- oder Fructivoren und deren Parasitoiden als Fraß- 

und Ovipositions-Kairomone sowie als unspezifische Alarmsignale [BOWERS et al. 1972; EDWARDS 

et al. 1973; DAWSON et al. 1990; MICHA & WYSS 1996; HEMPTINNE et al. 2000; Francis et al. 2004; 2005; 

BENGTSSON et al. 2006] (s. A. victrix und A. obtectus). Die meisten der bekannten sequiterpenoiden 

Semiochemikalien bei Insekten (vgl. C. albicans, A. victrix, A. obtectus) und 

bemerkenswerterweise auch die Juvenil-Hormone (z.B. L-50, Schema 44) sind offenkettige und 

wenig modifizierte FPP-Derivate. Als flüchtige Botenstoffe sind diese vor allem bei 

Hymenopteren verbreitet. [STEIN 1963; KULLENBERG et al. 1970; BERGSTRÖM et al. 1996]. Cyclische 

Sesquiterpenoide sind als Insektenpheromone relativ selten [FRANCKE & SCHULZ 1999, 2010]. 

Signalspezifität für exklusive Blütendüfte (s. Yucca spp. oder sexuelle Kommunikation wird 
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durch Sekundärmodifikationen verbreiteter pflanzlicher Strukturen erreicht, wie bei dem 

Germacren-Derivat Periplanon B (L-51). Bei Insektenbefall bauen Pflanzen Nerolidol und dessen 

homologes Diterpen Geranyllinalool zu den Tetrakisnorterpenen E-DNMT (s. Yucca spp. 

[BOLAND & GÄBLER 1989; GÄBLER et al. 1991] und EE-TMTT (L-52) ab, welche als Synomone 

Nützlinge anlocken [TURLINGS et al. 1990; PARÉ & TUMLINSON 1997; BOLAND et al. 1998] (s. E.4.7).  

Schema 44: (R)-10,11-epoxy-Methylfarnesoat (Juvenil hormon III, L-50, 1‘-4,1‘-4-verknüpft) steuert bei 
Insekten die Ontogenese und Pheromonproduktion (s. P. aubei und  Anh.G.1.2);   Periplanon B  

(L-51):Teil des Sexuallockstoffs von weiblichen Schaben Periplaneta americana, [PERSOONS et al. 1976; 
ADAMS et al. 1979];   (3E,7E)-4,10,14-Trimethyltrideca-3,7,11-trien (L-52, EE-TMTT,Tertrakisnorditerpen, 
all-1‘-4-verknüpft): Herbivorinduziert produzierter Wehrstoff von Angiospermen [THOLL et al. 2011; 
HERDE et al. 2013] 

Diterpenoide  

Diterpenoide besitzen vermutlich eine noch sehr viel höhere strukturelle Vielfalt. Allein ca. 

1500 Kauran-Derivate sind bekannt [HANSON 1991-2009; BREITMAIER 1999]. Die bisher 

überwiegend bei Pflanzen identifizierten, meist (mehrfach) cyclischen Verbindungen (z.B. 

Beyeren, L-53, und Rimuen, L-54, s. Thuja, oder Cafestol, L-55, aus C. arabica, Schema 45) dienen 

vermutlich als Wehrstoffe. Sie werden bei Pflanzen auf dem MEP-Weg in den Plastiden 

synthetisiert [Lichtenthaler et al. 1997; SEYBOLD et al. 2000; ROHMER 2003].  

Als Duftstoffe bei Insekten sind sie wegen ihrer geringen Flüchtigkeit selten. Einige acyclische 

Diterpenoide (z.B. Geranylcitronellol, L-56; vgl. Terrestrol, L-99, C. albicans und H. mossambicus) 

wurden mit meist unbekannter biologischer Funktion bei Ameisen, Hummeln und Termiten 

identifiziert [FRANCKE & SCHULZ 1999]. Norditerpenoide wie Hexahydrofarnesylaceton (L-57; vgl. 

Sulcaton und Geranylaceton, C. arabica und A. victrix) sind Bestandteile der (Kontakt-) 

Sexualpheromone männlicher Schmetterlinge [EHLERS & SCHULZ 2023]. Neocembren (L-58) ist 

Spurpheromonkomponente von Arbeitern mehrerer Arten höherer Termiten (s. 

H. mossambicus) [SILLAM-DUSSÈS et al. 2010] (Schema 45). 
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Schema 45: Beyeren (L-53, Beyeran-Gerüst, Cyclisierung von GGPP);   Rimuen (L-54, Rosan-Gerüst, 

Umlagerung der Methyl-Gruppe C20);   Cafestol (L-55, Furanokauran, Umlagerungen von Me C17 zum 
Kauran-Gerüst und Umlagerung einer Me-Gruppe von C4);   Geranylcitronellol (L-56): 
Drüseninhaltsstoff bei Hymenopteren [KULLENBERG et al. 1970; SVENSSON & BERGSTRÖM 1977; 
BERGSTRÖM et al. 1996];   (6R,10R)-Hexahydrofarnesylaceton (L-57): Adroconialduftstoff bei Bicyclus- 

und Kohlweißling-♂♂ (Pieris spp.) [Yildizhan et al. 2009; HEDENSTRÖM et al. 2015];   Cembren-A (L-58): 
Spurpheromon bei Nasutitermitinae [MCDOWELL & OLOO 1984; BIRCH et al. 2005]. 

Triterpenoide 

Etwa 4000 Naturstoffe mit ca. 200 verschiedenen tetra- und pentacyclischen Gerüsttypen 

sind bekannt [GOODWIN 1980; BREITMEIER 2005]. Beispielsweise produzieren Pflanzen giftige 

Saponine (Triterpen-Glycoside) als Wehrstoffe gegen Fraßinsekten oder pathogene Bakterien 

und Pilze, z.B. C. albicans [MIYAKOSHI et al. 2000; COLEMAN et al. 2010; MUGFORD & OSBOURN 2013]. 

Aglycone können z.B. Spirostanole (wie Smilagenin, L-59, Schema 46) oder steroidale 

Pseudoalkaloide sein (z.B. Solanidin, L-60, oder Tomatidin; s. X. euvesicatoria) [BERNARDS 

et al. 2011]. Insekten sind im Gegensatz zu höheren Tieren unfähig zur Synthese von Squalen und 

zu dessen Cyclisierung zu Steroiden [BLOCH 1964 75; SEYBOLD & VANDERWEL 2003]. Diese sind auch 

für Insekten lebensnotwendig und müssen u.a. zur Synthese ihrer Häutungshormone 

(Ecdysteroide, z.B. L-61, s. Anh.G.1.2) mit der Nahrung aufgenommen werden [GÄDE et al. 1997; 

LAFONT 2000a; MORGAN 2004]. So entstammen auch Wehrstoffe wie Cardenolide bei 

Lepidopteren (z.B. bei Monarchfaltern, Danaus spp.) deren Wirtpflanzen [REICHSTEIN et al. 1968; 

BOPPRÉ 1977, 1995; NISHIDA 2002].  

                                                           

75  Nobelpreis für Medizin 1964: Konrad Bloch (1912–2000) USA (geb. D) & Feodor Lynen (1911-1979) D „für 
Entdeckungen über den Mechanismus und Regulation des Stoffwechsels von Cholesterin und Fettsäuren“ 

76  Nobelpreis für Chemie 1938: Richard KUHN (1900-1967) D „für seine Arbeiten über Carotinoide und 
Vitamine“ 
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Schema 46: Aglycone insektendeterrent und antimikrobisch (u.a. gegen C. albicans) wirkender Saponine:  

Smilagenin (L-59, Trisnorlanostan, Verlust der Me-Gruppen C28-30 von C4 und C14) von z.B. Smilax- 

(Stechwinden) und Yucca-Arten [PIACENTE et al. 2005; TIAN et al. 2017];   Solanidin (L-60) aus Solanum 

spp. (Nachtschatten) [WOLTERS 1968; WINA 2012];   Insektenhormon 20-Hydroxyecdyson (L-61) (s. 

Anh.G.1.2). 

Höhere Terpen(oid)e  

Carotinoide und Polyisoprene [KARRER 1937 82; KUHN 1938 76; SPURGEON & PORTER 1980; 

BARKOVICH & LIAO 2001; MORGAN 2004] werden ausschließlich von Pflanzen und Bakterien 

aufgebaut. Einige intensiv gefärbte Insekten wie Aphididen verwenden sie als Pigmente 

[ANDREWES et al. 1971]. Viele Abbauprodukte von Carotenoiden (Apocarotenoide, Schema 47), vor 

allem von Lycopin, β-Caroten (L-62) 77 und Zeaxanthin, haben bei Pflanzen und Insekten eine 

Bedeutung als Signalstoffe (s. C. psidii und E.4.1), z.B. Strigolactone (L-122, S.242) das 

Pflanzenhormon Abscisinsäure (C15), Blütendüfte wie Ionone (L-63, C13) und Safranal (L-65, C10) 

oder Oxoisophoron (L-16, C9, S.197) 78 [MCGOVERN et al. 1989; BREITMEIER 2005; WALTER et al. 2009; 

BELTRAN & STANGE 2016; EHLERS & SCHULZ 2023] (s.a E.4.7).  

Schema 47: β-Caroten (L-62, R = H), Zeaxanthin (R = OH): Pflanzenfarbstoffe und Edukte z.B. für Blütenduft-
stoffe, β-Ionon (L-63), β-Damascenon (L-64) in Rosen, Safranal (L-65) Aroma von Safran (vgl. Yucca). 

                                                           

77  β-Caroten-Synthese, BASF: erste industrielle Anwendung [POMMER 1977]; s. T. turkestanica und Anh. G.3.6 

Nobelpreis für Chemie 1979: Georg WITTIG (1897-1987) D, H.C. BROWN (1912-2004) USA „für ihre Entwicklung 
von Bor- beziehungsweise Phosphorverbindungen in wichtigen Reagenzien innerhalb organischer Synthesen“ 

78  Retinal und Retinol (C20) beim Menschen  
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E.3.4 Aminosäure-Derivate 

Insekten müssen wie alle Tiere einige für ihren Primärstoffwechsel essentielle Aminosäuren 

(AS) aus der Nahrung gewinnen. 79 Als Semiochemikalien sind AS-Kondensate wegen ihrer 

hohen Polarität als Kontaktsignale (z.B. Volicitin, L-66, Schema 48) oder bei marinen Lebewesen 

von Bedeutung [GARSON 1993; MOORE 2005, 2006; PAUL et al. 2006]. Peptide oder Proteine 

können als Toxine bei Lepidopteren-Raupen (z.B. von Prozessionsspinnern, Thaumetopoea spp.) 

oder in Giftsekreten von Hymenopteren sowie als Enzyme z.B. im Speichel von Herbivoren oder 

Blutsaugern (T. infestans) zwischenartliche Funktion haben [LAMY et al. 1986; 

JACKSON & MORGAN 1993; PETERS 2003; DOSSEY 2010]. Flüchtige Signalstoffe sind weniger polare, 

niedermolekulare AS-Katabolite.   

Schema 48: N-(17-Hydroxylinolenoyl)-L-glutamin (Volicitin, L-66): im Speichel u.a. von Lepidopteren-Larven, 
Elizitor der induzierten Pflanzenabwehr (s. E. solidaginis und E.4.7) [ALBORN et al. 1997; HOWE & JANDER 
2008; FÜRSTENBERG-HÄGG et al. 2013];   Coffein (L-67) [NATHANSON 1984; FRISCHKNECHT et al. 1986; CEJA-
NAVARRO et al. 2015];   (7R)-Hydroxydanaidal (L-68): Pheromon und Wehrstoff von Bärenspinner-♂♂, 
Creatonotos spp. und Utetheisa ornatrix (Arctiinae) [SCHNEIDER et al. 1982; EISNER & MEINWALD 1995];    
3-Ethyl-2,5-dimethylpyrazin (L-69): u.a Spurpheromonkomponente von Blattschneiderameisen (Atta 
spp.) [CROSS et al. 1979; JACKSON & MORGAN 1993].   

Die korrespondierenden Alkansäuren von Valin (Val), Leucin (Leu) und Isoleucin (Ile) dienen 

als Defensivallomone und Alarmpheromone bei Wanzen [ALDRICH 1988; WHITMAN et al. 1990] (s. 

T. infestans). Die Transaminierung-Decarboxylierungs-Produkte können als verzweigte 

Biosynthese-Bausteine in Terpenoide [BACH & ROHMER 2013], Acetogenine (s. Disparlure, L-33, 

S.206) oder Polyketide eingebaut werden (s. X. euvesicatoria) und sind Komponenten von Estern 

(z.B. L-102, S.232) oder Acetalen (s. T. infestans) [BLAILOCK et al. 1976; SCHULZ & DICKSCHAT 2007; 

                                                           

79  Die aliphatischen, verzweigten Aminosäuren Val, Leu und Ile sind essentiell für höhere Tiere und Insekten 
[HARPER et al. 1984]. Ihre Synthese erfolgt bei Pflanzen [LINGENS 1968; MRACHKO et al. 1992; SINGH & 
SHANER 1995; EISENREICH et al. 1998] und Mikroorganismen [UMBARGER 1978] aus Pyruvat (Val, Leu) bzw. 
Threonin (Ile). Auch der Shikimisäureweg zur Genese der proteinogenen aromatischen Aminosäuren (Phe, 
Trp, Tyr) steht exklusiv Pflanzen und Mikroorganismen offen [Herrmann 1999; MORGAN 2004]. Zudem sind die 
basischen Aminosäuren (Lys, His) essentiell für den Primärstoffwechsel von Insekten. 

Glyphosat (Blockade der 5-Enolpyruvylshikimat-3-phosphate-Synthase, EPSPS, Synthese aromatischer AS) und 
Glufosinat (Hemmung Acetolactat-Synthase, ALS, Aufbau verzweigter AS) 
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DICKSCHAT et al. 2011]. Die entsprechenden Cyanhydrine bilden die Aglycone für cyanogene 

Glycoside (s. E.3.5). Viele benzoide Aromaten, z.B. L-1, Schema , (s.a. X. euvesicatoria, C. albicans) 

entstammen dem Shikimisäureweg [HASLAM 1974; DEWICK 1984-1998; HERRMANN & WEAVER 

1999] oder sind Abbauprodukte komplexerer Naturstoffe wie Lignin, Tanninen, Flavonoiden 

oder Stilbenoiden (s. Yucca) [PIACENTE et al. 2005].  

Einige Insekten sequestrieren und modifizieren pflanzliche AS-Sekundärmetabolite und 

nutzen neurotoxische Alkaloide (z.B. Purine wie Coffein, L-67, Coffea spp., oder Nicotin, L-28, 

S.200) als Wehrstoffe 80 [FACCHINI 2001; HARBORNE 2001; MORGAN 2004; Ziegler & FACCHINI 2008; 

MARTIN & ALLGAIER 2011]. Intensiv riechende alkyl- und alkoxy-substituierte Pyrazine (s. 

X. euvesicatoria und Coffea spp.) dienen als Spurpheromone bei Ameisen (z.B. L-69, s. E.4.3) 

[MORGAN et al. 1999] und werden von einigen giftigen Käfern (s. bei Cerambycidae), 

Schmetterlingen [ROTHSCHILD et al. 1984] oder Wanzen (s. T. infestans) als Warnsignale eingesetzt 

[MOORE et al. 1990; ALDRICH et al. 1996, 1997; MILLAR 2005]. Die Männchen einiger Bärenspinner 

(Arctiinae: Erebidae) und Edelfalter (Danainae: Nymphalidae) verwenden pharmakophag 

angereicherte Pyrrolizidine (PAs) bzw. deren endogene Metabolite als Balzpheromone und 

Defensivallomone (z.B. 7R-Hydroxydanaidal, L-68; oder Danaidon bei Danaus spp.) [BOPPRÉ 

1977, 1991, 1995; SCHULZ et al. 1988, 1993a; HARTMANN & WITTE 1995; TILLMAN et al. 1999; 

ANDO et al. 2004; ROTH 2005; EDGAR et al. 2007].    

Wanzen [ALDRICH 1988] und Widderchen (Zygaenidae, s. I. rotundata) können glycosidisch 

stabilisierte Cyanhydrine (s. E.3.5) aus Pflanzen speichern. Einige Arten sind zur de novo-

Synthese aus essentiellen Aminosäuren (Val, Ile) in der Lage [CONN 1981; DUFFEY 1981; 

SEIGLER 1981; NAHRSTEDT & DAVIS 1986; DAVIS & NAHRSTEDT 1987; FRANZL et al. 1988; TATTERSALL 

et al. 2001]. Flavonoide [WILLSTÄTTER 1920 81; KARRER 1937 82] werden neben ihrer Rolle als 

Phytoalexine, Blütensynomone und Wirtkairomone für Herbivore [PISTELLI & GIORGI 2012] von 

Lepidopteren als Farb- und Schutzstoffe aufgenommen [HARBORNE 2001; MORGAN 2004]. 

                                                           

80  Etwa 12.000, hauptsächlich pflanzliche und mikrobielle, aber auch von Pilzen und marinen Organismen 
produziuerte Alkaloide sind bekannt. Sie sind Produkte der basischen Aminosäuren (His, Trp, Lys und 
Ornithin), von Phe sowie von deren Decarboxylierungs- und Abbauprodukten, β-Phenylethylamin, Histamin, 
Tryptamin und Nicotinsäure, Putresin und Cadaverin. Purine entstehen aus Gly, Gln und Asp, Pyrazine aus 
Threonin (und je nach Struktur Val, Leu und Ile) [MORGAN 2004; DICKSCHAT et al. 2005c; SCHULZ & 

DICKSCHAT 2007]. 

   Nobelpreis für Chemie 1947: Robert ROBINSON (1886–1975) GB „für seine Untersuchungen über biologisch 
wichtige Pflanzenprodukte insbesondere Alkaloide“ 

81  Nobelpreis für Chemie 1915: Richard M. WILLSTÄTTER (1872–1942) D „für seine Untersuchungen der 
Farbstoffe im Pflanzenreich, vor allem des Chlorophylls“ 

82  Nobelpreis für Chemie 1937: Paul KARRER (1889–1971) Ch „für seine Forschungen über die Carotinoide und 
Flavine sowie über die Vitamine A und B2“, zusammen mit W. N. HAWORTH 
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E.3.5 Zucker (Saccharid-Derivate) 

Allein Pflanzen und photosynthetische aktive Mikroorganismen besitzen die Fähigkeit zum 

Aufbau von Monosacchariden. 83 Zucker und ihre Derivate sind im chemoökologischen Kontext 

hauptsächlich als Gylcone bedeutsam (z.B. bei L-12, S.196). Bioaktive Verbindungen oder ihre 

produktnahen Vorstufen (Blütendüfte, Wehrstoffe oder Pheromone von Insekten) werden 

häufig als Glycoside gespeichert, aus denen die Wirkstoffe durch Esterase-Spaltung der 

glycosidischen Bindung zügig freigesetzt werden können [KARLSON & SCHNEIDER 1973; 

WATANABE et al. 2001; MORGAN 2004; PICHERSKY et al. 2006] (Schema 49). 84 Viele der bekannten 

Glycoside sind marinen [GARSON 1993; POHNERT 2004; PAUL et al. 2006] oder pflanzlichen 

Ursprungs, z.B. Herzglycoside, Saponine (L-59, s. Yucca spp.), Avermectine (z.B. L-137, s. E.5.1) 

und Glycoside von Phenolen und Flavonoiden [PIACENTE et al. 2005; CHEEKE et al. 2006] sowie 

Glycosinolate (z.B. Sinigrin, L-71; s. bei T. turkestanica) oder Glycocyanogene: Linamarin und 

Lotaustralin schützen I. rotundata gegen Räuber, hingegen ist E. amygdali resistent gegen 

Amygdalin und Prunasin (L-70) bei Mandeln.   

Schema 49: Prunasin (D-Mandelonitril-β-D-glucosid, L-70, aus Phe): aus Mandeln (Prunus spp., Amygdaleae; 
s. E. amygdali), das Aglycon zerfällt zu Blausäure und Benzaldehyd  85;   Sinigrin (L-71): Senfölglycosid 
vieler Kreuzblütler (Brassicaceae), Freisetzung von Allylisothiocyanat;     
Furaneol (L-72): Fruchtduftstoff u.a. von Erdbeeren und Ananas [LEGRUM 2011]. 

Angepasste Insekten sind in der Lage, diese aufzunehmen, als Wehrstoffe zu speichern oder 

ihre Metabolite in das eigene pheromonale System zu integrieren (z.B. Iridoide wie L-124, S.244, 

Triterpene s. E.3.3, oder Alkaloide wie PAs s. E.3.4) [NISHIDA 2002; LAURENT et al. 2003; 

OPITZ & MÜLLER 2009]. Flüchtige Zucker-Derivate wie Furaneol (L-72) sind relativ selten. 

 

                                                           

83  Diese sind für alle Tiere essentielle Nahrungsbestandteile zur Energieversorgung, zum Aufbau von Di-, Oligo- 
und Polysacchariden aber auch als Ausgangsstoffe anderer Hauptbiosynthesepfaden (u.a. Shikimisäure-Weg, 
s. E.3.4 und Methylerythritol-Weg, s. E.3.3). 

84  Fettsäure-Derivate werden in der Regel als Gylceride oder auch als Fettsäureester gespeichert 
[TOKORO et al. 1992; MATSUMOTO et al. 2010] 

85  Amygdalin: D-(−)-Mandelonitril-β-D-gentiobiosid (= amygdalosid, Glc-β(1→6)-Glc);   Linamarin: 2-
Methylpropionitril-β-D-Glc aus Val;   Lotaustralin (2R)-2-methylbutanonitril-β-D-Glc aus Ile.  
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E.4 Signalstoffe bei Insekten, Pflanzen und Mikroorganismen 

Insekten sind bezüglich ihrer chemischen Kommunikation besser untersucht als alle anderen 

Lebewesen (s. B.1 und E.2). Etwa 90% aller bisherigen chemoökologischen Studien wurden an 

Insekten durchgeführt, davon etwa die Hälfte an Schmetterlingen. Bisher wurden etwa 12.000 

Tier und Pflanzenarten untersucht und bei ihnen ca. 3.500 verschiedene Einzelverbindungen als 

Duftstoffe mit (möglicher) biologischer Aktivität als Semiochemikalien identifiziert 

[METCALF 1998; EL-SAYED 2022]. 

Diese repräsentieren jedoch nur etwa 1% der akzeptiert beschriebenen Arten: die 

Gesamtzahl der bekannten Spezies von Lebewesen (Biota) liegt bei etwa 2.05 Mio. Die Insekten 

(Insecta) bilden mit mehr als 950.000 Beschreibungen 86 (43 Ordnungen, 1.575 Familien, über 

87.000 Gattungen) die artenreichste Klasse der Gliederfüßler (Arthropoda) und stellen damit 

46% aller Lebewesen- und 66% aller Tierarten (Animalia, 1.45 Mio) (Graphik 31). Schätzungen 

über die Zahl der bisher unbekannten Spezies variieren sehr stark. Die Gesamtzahl der Arten 

könnte bei 10.000.000, die der Insekten bei 5.000.000 liegen [ØDEGAARD 2000; 

NOVOTNY et al. 2002; BECCALONI et al. 2003; DETTNER & PETERS 2003; CHAPMAN 2009; BERENBAUM 

2009; FOOTTIT & ADLER 2009; WORTMAN-WUNDER et al. 2011a; COLLEN et al. 2012; BÁNKI et al. 2022]. 

Daher dürfte auch ein Großteil der biologisch aktiven Naturstoffe bisher unbekannt sein (s. B.2).    

Graphik 31: Ungefähre Zahl der beschriebenen Arten von Lebewesen (Biota) und Klasse der Insekten mit 
ihren fünf artenreichsten Ordnungen [BÁNKI et al. 2022].  
A: andere Wirbeltiere (53.7), u.a. Reptilien, Amphibien, Fische;   B: Vögel (10.6);    
C: Säugetiere (6.0);   D: Nesseltiere (14.9);   E: Nemathoden (16.2);   F: Weichtiere (120.1);    
G: andere Tiere (92.9);   H: andere Lebewesen (65.3), u.a. Protozoen. 
     (in Klammern: Anzahl in den jeweiligen Taxa in Tausend) 

                                                           

86  Konservative Angaben der Catalogue of Life-Checklist [BÁNKI et al. 2022], andere Autoren nennen deutlich 
höhere Zahlen, z.B bei Käfern.  
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Die meisten der bei Insekten identifizierten Semiochemikalien sind Terpen(oid)e und 

Acetogenine. Propiogenine oder Polyketide sind verbreitet, aber weniger häufig. Hingegen sind 

Aminosäure-Derivate verhältnismäßig selten Bausteine flüchtiger Signalstoffe [MacConnell & 

SILVERSTEIN 1973; FRANCKE 1991; ROELOFS 1995; TILLMAN et al. 1999] (s. E.3). 



Schmetterlinge E.4.1 
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E.4.1 Schmetterlinge 

Lepidoptera L. 1758 (griech. λεπίς, lepis: Schuppe und πτερόν, pterón: Flügel) bilden mit ca. 

155.000 Spezies (in 132 Familien und über 17.000 Gattungen) die zweitartenreichste Ordnung 

der Insekten und stellen etwa 8% der Spezies aller Lebewesen. Die größten Familien, Spanner 

(Geometridae; ca. 22.000 Arten), Eulenfalter (Erebidae und Noctuidae; 21.500 bzw. 14.600), 

Rüsselzünsler (Crambidae; 9.600) und Wickler (Tortricidae; 8.800) stellen viele der 

bedeutendsten Agrarschädlinge [SCHNEIDER 1992; BECCALONI et al. 2003; DETTNER & PETERS 2003; 

KIRSTENSEN et al. 2007; POGUE 2009; BÁNKI et al. 2022].    

In dieser Arbeit wurden geschlechtsspezifische Duftstoffe untersucht von 

• Weibchen der Eichenminiermotte Tischeria ekebladella und von  

• Weibchen der Pflaumenmotte Illiberis rotundata (Zygaenidae) 

• Yucca-Motten der Gattung Tegeticula sind artspezifisch symbiontische Bestäuber bei 

Yucca-Pflanzen. 

Yucca-Motten (Prodoxidae ZELLER 1873) und Schopfstirnmotten (Tischerioidea SPULER 1898) 

sind phylogenetisch primitive, monotrysische Kleinschmetterlinge aus Familien mit jeweils nur 

etwa 100 Arten. Widderchen (Zygaenidae LATREILLE 1775) gehören wie ca. 98% der rezenten 

Schmetterlingsarten zur Unterordnung Ditrysia. Die Familie umfasst etwa 1.000 überwiegend 

tropische, häufig auffällig gefärbte Arten [PELLMYR 1992; POWELL 2003; ANDO et al. 2004; 

VAN NIEUKERKEN et al. 2011; REGIER et al. 2013]. 

Viele „giftige“ Schmetterlinge lagern (modifizierte) pflanzliche Toxine ein (z.B. PAs: wie L-68, 

S.216) und werden erst dadurch für Räuber ungenießbar. Bei einigen Arten werden diese 

Substanzen bei der Kopula auf das Weibchen und weiter an die Eier übertragen 

[DEML & DETTNER 1995, 1997; EISNER & MEINWALD 1995; HARBORNE 2001; NISHIDA 2002].  

Die meisten der bei Schmetterlingen identifizierten Semiochemikalien sind von Weibchen 

abgegeben Sexuallockstoffe und entstammen dem Fettsäurestoffwechsel (E.3.1). Dabei 

dominieren Typ-I Alkohole, Aldehyde oder Acetate mit unverzweigten Ketten von C12 bis C18. Die 

häufigsten von ihnen sind einfach ungesättigt und Z-konfiguriert: (7Z)-Dodecenyl- (L-73), (11Z)- 

(L-74) und (9Z)-Tetradecenylacetat (Z-L-4, Schema 2) (vgl. Sexualpheromon von I. rotundata-♀♀) 

sowie (11Z)-Hexadecenylacetat (L-75) und dessen Aldehyd (L-76) sind Bestandteile der 

Pheromone von jeweils über 200 Spezies [LÖFSTEDT et al. 1991; BYERS 2006; EL-SAYED 2022] 

(Schema 50). Oligophage Parasitoide wie T. turkestanica nutzen sie daher zur Lokalisierung 

geeigneter Eiablagewirte. Ungeradzahlige oder Methyl-verzweigte Ketten sind die Ausnahme 

(z.B. Disparlure, L-33). „Wachs-Typ“-Ester sind sehr selten, ebenso inverse Strukturen aus 

Fettsäuren verestert mit kurzkettigen (sekundären) Alkoholen (wie bei I. rotundata) 

RHAINDS et al. 1994; SUBCHEV et al. 2000]. Acetogenine Kohlenwasserstoffe und Epoxide vom Typ-II 
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(z.B. L-30, S.206) stellen etwa 15% der Lepidopteren-Pheromone. Am häufigsten sind bei ihnen 

Ketten von C17 bis C23. Hybride Bouquets aus Typ-I- und Typ-II-Komponenten sind sehr selten 

(s. E. amygdali) [KARSON & SCHNEIDER 1973; SCHNEIDER 1992; MILLAR 2000; BLOMQUIST &  

VOGT 2003; DETTNER & PETERS 2003; ANDO et al. 2004; MORGAN 2004; BYERS 2006; YAMAMOTO 
et al. 2008; FRANCKE 2013].  

Weibchenpheromone sind oft Bouquets verbreiteter Komponenten, deren Artspezifität durch 

präzise Mengenverhältnisse erzeugt wird (E.2 [ROELOFS 1995]: Beispielsweise verwendet der 

Kohlschädling Clepsis spectrana (Tortricidae) ein synergistisches 3:1-Gemisch von L-74 mit Z-L-4 

87 [MEIJER et al. 1972; MINKS et al. 1973; GUERIN et al. 1986]. Der „cabbage looper“ (Trichoplusia ni: 

Noctuidae) nutzt ein 6-Komponentengemisch mit L-73 als Hauptkomponente [BJOSTAD et al. 1984] 

und die Kohlmotte (Plutella xylostella: Plutellidae) verwendet L-75 und L-76 (6:4) [TAMAKI et.al. 

1977]. Die beiden Nachtschatten-Schädlinge Manduca sexta und Tuta absoluta nutzen mehrfach 

ungesättigte Analoga: Bombykal (L-3) und (E,E,Z)-10,12,14-Hexadecatrienal (L-77) bzw. (E,Z,Z)-

3,8,11-Tetradecatrienylacetat (L-78) [TUMLINSON et al. 1986; ATTYGALLE et al. 1995].   

Schema 50: Variation von C14- und C16-Typ-I-Pheromon-Komponenten bei sympatrischen, verwandten 
oder wirtgleichen Schmetterlingen, vgl. auch (10E,12Z)-Hexdecadien-1-ol (Bombykol, L-2), (10E,12Z)-
Hexdecadienal (Bombykal, L-3) und (9Z)-Tetradecenylacetat (Z-L-4), s. Schema 2. 

Typ-II-Acetogeninen kommen vor allem in den verwandten Überfamilien Noctuoidea und 

Geometroidea vor. Beispielsweise wurde (3Z,6Z,9Z)-Nonadecatrien (L-79, Schema 51) bei ca. 40 

und das entsprechende (6Z,9Z)-Dien (s. Yucca spp.) bei etwa 20 Geometriden-Arten gefunden. 

(1,3Z,6Z,9Z)-Nonadecatetraen (L-14) ist Sexualpheromon-Komponente mehrerer Operophtera-

Arten. Der Kleine Frostspanner (O. fagata) nutzt ein 1:10-Gemisch von L-14 mit dem Dien zur 

Abgrenzung [BESTMANN et al. 1982; ROELOFS et al. 1982; SZŐCS et al. 2004]. Der Große Frostspanner 

Erannis defoliaria nutzt das Trien und (3Z,6S,7R,9Z)-6,7-epoxy-Nonadeca-3,9-dien (L-80) (1:1) 

[SZŐCS et al. 1993] (vgl. 4,5epo-Z6Z9-19Hy, L-30, S.206, bei B. piniaria).   

                                                           

87  Der Fruchtschalenwickler (Adoxophyes orana) im Verhältnis 1:6 mit ca. 4% Z9-14OH  
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Schema 51: Diversifizierung von Typ-II-Acetogeninen. Sexualpheromon-Komponenten von Frostspanner-
♀♀: (6Z,9Z)-Nonadecadien (s. Yucca), (3Z,6Z,9Z)-Nonadecatrien (L-79), (1,3Z,6Z,9Z)-Nonadecatetraen 
(L-14, s. Schema 36) und (3Z,9Z)-(6S,7R)-epoxy-Nonadecadien (L-80). 

Die Tiere nutzen meist biogenetisch eng verwandte Verbindungen (s. E.3), die sich nur 
in der Kettenlänge, der Art der terminalen Funktion oder in Zahl, Position, Geometrie oder 

Epoxidierung der Doppelbindungen unterscheiden:  
Die Sexualpheromone bei T. ekebladella sind Typ-II-Polyene verschiedener Doppelbindungszahl 

und Kettenlänge, bei I. rodundata inverse Typ-I-Ester mit Säure-Komponenten verschiedener Länge.  
Pheromone der Männchen sind weniger gut untersucht. Bei ihnen wurde eine höhere 

biogenetische und chemische Vielfalt gefunden (Schema 52): Alkaloide (s E.3.4), Herzglykoside 

(s. E.3.3), benzoide Aromaten (typische Blütenduftstoffe, s. bei X. euvesicatoria und B.3), 

acetogenine Aldehyde sowie Terpenoide (z.B. Eldanolid, L-81, s. bei Yucca; Linalool-Derivate, L-

82, und Apocarotenoide, L-83, vgl. C. psidii, s. E.3.3). Viele dieser Substanzen sind offenbar 

(modifizierte) pflanzliche Sekundärstoffe, die bereits im Larvenstadium aufgenommen wurden. 

Sie werden meist nicht zur Partnersuche sondern im Zusammenhang mit der Paarung 

abgegeben und auch von den Männchen wahrgenommen. 88 Ihre biologische Funktion ist dabei 

oft unklar. Möglicherweise dienen sie zur Beruhigung und zur Akzeptanz durch die Weibchen, 

zur Beendigung deren Lockverhaltens oder zur Abschreckung von Konkurrenten [BIRCH 

et al. 1990; BOPPRÉ 1991, 1995; ANDO et al. 2004].  

Schema 52: trans-Eldanolid (L-81): Sexualpheromon-Komponente von ♂♂ des Zuckerrohrschädlings 
Eldana saccharina (Pyralidae) [KUNESCH et al. 1981; BURGER et al. 1993];   8-Hydroxylinalool (L-82), cis-
Dihydroedulan (L-83, Ionon-Derivat): Duftstoffe bei Danainen-♂♂ [FRANCKE et al. 1989; 
EHLERS & SCHULZ 2023].    

                                                           

88  z.B. nutzen Creatonotos-♀♀ ein Gemisch aus Typ-II-Polyenen und deren Epoxiden als Sexualpheromone (s. 
bei E. amygdali), der Duft von ♂♂ lockt dagegen beide Geschlechter an [BELL & MEINWALD 1986; EISNER & 

MEINWALD 1995].   
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E.4.2 Käfer 

Coleoptera L. 1758 (griech. κολεός, koleos: Hülle) bilden mit über 320.000 Arten in mehr als 

200 Familien und 23.000 Gattungen die größte Ordnung aller Lebewesen und stellen etwa 22% 

aller Tierarten. Die größten ihrer Familien sind die artenreichsten überhaupt: Rüsselkäfer 

(Curculionidae; fast 80.000 Spezies, etwa 5.900 Gattungen), Kurzflügler (Staphylinidae; ca. 

66.000, 4.000), Laufkäfer (Carabidae; ca. 41.000, 2.200), Blatthornkäfer (Scarabaeidae; ca. 

36.000, 2.600), Bockkäfer (Cerambycidae; ca. 35.000, 5.000), Prachtkäfer (Buprestidae; ca. 

15.000, 920), Blattkäfer (Chrysomelidae; ca. 6.300, 530). [FISHER 1988; DETTNER & PETERS 2003; 

LIEBHERR & MCHUGH 2003; Oberprieler et al. 2007; NEARNS 2013; BEZARK 2016; BOUCHARD 

et al. 2017]. 

In dieser Arbeit wurden Spezies der Schwester-Taxa Chrysomeloidea und Curculionoidea 

untersucht. Wie viele Arten dieser Phytophaga-Familien sind alle durch Fraß und / oder als 

Vektoren von Pathogenen bedeutende Forst-, Agrar- und Lagerschädlinge: 

• Rüsselkäfer aus den Unterfamilien  

o Molytinae:  Kiefernkulturrüssler (Pissodes castaneus),  

  Guavenrüsselkäfer (Conotrachelus psidii) und  

  Kakaofruchtbohrer (Conotrachelus humeropictus),  

o Scolytinae (Borkenkäfer) 89:  Kaffekirschenbohrer (Hypothenemus hampei) und  

  Thujenborkenkäfer (Phloeosinus aubei) und  

o Conoderinae:   Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus),  

• Bockkäfer:  Hickorybohrer (Megacyllene caryae),  

  Robinienbohrer (M. robiniae) und  

  Sierra del Manzano (Callisphyris apicicornis) sowie  

• Blattkäfer der Unterfamilie Bruchinae (Samenkäfer):  

  Speisebohnenkäfer (Acanthoscelides obtectus).  

Wie auch bei Schmetterlingen wurde die chemische Kommunikation von Käfern bisher 

überwiegend bei ökonomisch relevanten (Schad-)Spezies untersucht. Hierbei zeigt sich 

allerdings eine höhere funktionelle, strukturelle und biogenetische Heterogenität. Zwar ähneln 

sich häufig Signalstoffe verwandter Arten (s. Megacyllene spp. und Conotrachelus spp.), 

                                                           

89  Scolytinen umfassen etwa. 6.000 Arten in ca. 230 Gattungen. Diese werden in der Regel zwei etwa gleich 
großen paraphyletischen Gruppen zugeteilt: phloeophage Borkenkäfer im engeren Sinne (Rindenbrüter), die 
im Bastgewebe (Phloem) brüten und sich von ihm ernähren, und xylomycetophage Ambrosiakäfer 
(Holzbohrer), die im Xylem brüten. Letztere leben in symbiontischer Assoziation mit holzzersetzenden 
Ambrosia-Pilzen, welche die eigentliche Nahrung für Käfer und Larven bilden. Scolytinae sind zudem Vekoren 
von phytopatogenen (Bläue-)Pilzen (s. H. hampei, P. aubei), deren Sporen sie in cuticularen Einstülpungen 
(Mycetangien) einschleppen. Die Pilz-Hyphen unterbrechen den Harzfluss und ermöglichen es den Käfern, die 
Baumabwehr zu überwinden [PAINE et al. 1997; FARRELL et al. 2001; JARAMILLO et al. 2006a; KNÍŽEK & BEAVER 2007] 
(s. E.4.8).    
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innerhalb der jeweiligen Ordnung gibt es aber keine chemische Präferenz. Auch spielen 

Stridulationssignale (z.B. sexuelle Attraktion im Nahbereich bei P. aubei) und Wirtsdüfte (z.B 

Synergismus mit Aggregationspheromonen von C. psidii und P. obesus) offenbar eine größere 

Rolle für die intraspezifische Verständigung. In einigen Fällen sind pflanzliche 

Sekundärmetabolite die Biosynthese-Edukte für die Pheromone. Soweit bekannt, werden sie 

jedoch überwiegend von den Tieren de novo synthetisiert. Die mögliche Beteiligung von 

Endosymbionten ist meist unbewiesen. 66  

Viele Käfer sind äußerst wehrhaft und zur aktiven Verteidigung (s. Anh.G.1.1) in der Lage. Bei 

vielen Familien ist die Wehrchemie besser untersucht als die der Pheromone [HICK et al. 1999; 

TILLMAN et al. 1999; LAURENT et al. 2003, 2005; SEYBOLD & VANDERWEL 2003; FRANCKE & DETTNER 

2005]. Beispielsweise wird Cantharidin (L-84, Schema 53) von einer Reihe von Ölkäfern 

(Meloidae, z.B. der „Spanischen Fliege“ Lytta vesicatoria) und Feuerkäfern (Pyrochroidae, 

„Blasenkäfern“) aus Farnesol biosynthetisiert. Cantharidiphile Raub-, Aas- und parasitische 

Insekten nehmen das Gift zum eigenen Schutz gezielt von den Käfern auf [HEMP & DETTNER 2001; 

EIDEN 2006; MORGAN 2010]. Marienkäfer (Coccinellidae) sondern bei Bedrohung 

pseudoalkaloide Gifte (z.B. Coccinellin, L-85) und als Warnsubstanzen 3-Alkyl-2-

methoxypyrazine ab (s. AS-Metabolite, E.3.4 und H. hampei & C. arabica) [MOORE et al. 1990; 

LAURENT et al. 2005]. Kurzflügler und Blattkäfer produzieren Ketoaldehyde wie L-26 (S.200) und 

terpenoide Diale wie Chrysomelidial (1,2-Dehydroiridodial, s. L-27). Bombardierkäfer 

(Brachininae: Carabidae) nutzen die enzymatisch initiierte Reaktion von Benzochinonen (L-86) 

mit Wasserstoffperoxid zur Verteidigung [EISNER et al. 2000; ATTYGALLE et al. 2020].  

Schema 53:   Chantharidin (L-84, terpenoid): Gift von Ölkäfern [MCCORMICK & CARREL 1987];   Coccinellin  
(L-85, acetogenin): Teil des Wehrsekrets von z.B. Coccinella septempunctata [DALOZE et al. 1994; GLISAN 
KING & MEINWALD 1996];   substituierte 1,4-Benzochinone (L-86, R = H, Me, Et) bei Bombardierkäfern 
[EISNER et al. 2000], vermutl. AS-Stoffwechselprodukte [MORGAN 2010]. 

Bei Käfern gibt es zudem keine klare Dominanz der Funktion sowie von ♂♂- oder ♀♀-

produzierten Pheromonen. In vielen Fällen wird die Partnerfindung durch geschlechtsspezifisch 

produzierte Aggregationspheromone ermöglicht (s. Pissodes spp., P. obesus, C. psidii). Dazu 

nutzen beispielsweise Männchen einiger Plattkäferarten (Cucujidae) zehn- bis 14-gliedrige 

Makrolide (Cucujolide, z.B. L-87, s. strukturverwandte Lactone bei C. humeropictus). Weibchen 

mehrerer Scarabaeiden-Arten verwenden acetogenine γ-Lactone (wie Japonilure, L-31, S.206) als 

Sexualpheromone [TUMLINSON et al. 1977; LEAL 1997, 1998]. 
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Wie Schmetterlinge verwenden auch Käfer Bouquets gemeinsamen biogenetischen 

Ursprungs. Beispielsweise besteht das von Baumwollkapselkäfer-♂♂ (Anthonomus grandis) 

produzierte Sexualpheromon aus Grandisol (s. P. castaneus, P. obesus) und drei terpenoiden 

Cyclohexan-Derivaten (Grandisol und Grandlure II wurden auch bei C. humeropictus identifiziert, 

Grandlure III und IV, L-88 und L-89, s. Schema 54).  

Eine Artspezifität der Signale wird durch Mehrkomponentengemische, durch strukturelle 

Variation, oft auch auf stereochemischem Weg erreicht [MORI 2007]: A. obtectus-♂♂ emittieren 

ein Sexualpheromon aus zwei Sesquiterpenen und vier Acetogeninen, M. caryae- und 

M. rubiniae-♀♀ produzieren acht verschiedene Spiroacetale und die untersuchten Rüsselkäfer 

variieren terpenoide Cyclobutan-Derivate. Glanzkäfer-♂♂ (Nitidulidae) nutzen „skipped“ 

Methyl- und Ethyl-verzweigte Kohlenwasserstoffe (z.B. L-90) mit konjugierten, E-konfigurierten 

Doppelbindungen als Aggregationssignale [BARTELT & JAMES 1994; BARTELT et al. 1995] (vgl. 

Desoxypropiogenine bei T. turkestanica). Die jeweiligen Z-Isomere mindern die Attraktivität 

[PETROSKI & WEISLEDER 1998]. Bei Japan-Käfern inhibiert 1% (S)-Japonilure (L-31) die 

Lockwirkung auf Männchen [TUMLINSON et al. 1977], ebenso wirkt das nicht natürliche (4S,6S,7R)-

Isomer des Sexualpheromons von Tabakkäfern, Serricornin (L-91) [MORI et al. 1982a,b, 1986].    

Schema 54: (3Z,11S,)-3-Dodecen-11-olide (Cucujolid II, L-87, acetogenin): Aggregationspheromon von ♂♂ 
des invasiven Getreideschädlings Cryptolestes ferrugineus (Rotbrauner Leistenkopfplattkäfer) 
[OEHLSCHLAGER et al. 1987, 1988];   (Z)- und (E)-2-(3,3-Dimethylcyclohexylidene)acetaldehyd (L-88 und L-
89, Grandlure III und IV): Nebenkomponenten des Boll weevil-Pheromons [TUMLINSON  et al. 1969, 
1971];   (3E,5E,7E,9E)-6,8-diethyl-4-methyl-3,5,7,9-dodecatetraen (L-90): Hauptkomponente des 
Aggregations-Signals von Carpophihls dimidiatus [BARTELT et al. 1995];   (4S,6S,7S)-7-Hydroxy-4,6-

dimethylnonan-3-on (Serricornin , L-91): Sexualpheromon von Lasioderma serricorne-♀♀ [CHUMAN 

 et al. 1979a,b, 1985];   (4S,5S)-4-Methyl-5-nonanol (Ferrugineol, L-92): zusammen mit (S)-4-Methyl-5-
nonanon Hauptkomponente des Aggregationspheromons von Rhynchophorus ferrugineus-♂♂ (s. 

Abb.34 und E.5.1) [HALLETT et al. 1993; PEREZ et al. 1996b]. (4S)-(-)-cis-Verbenol (L-93) und   (S)-(-)-

Ipsenol (L-94): Pheromonkomponenten von Borkenkäfern, u.a. von Ips und  Pityokteines spp. 

Vergemeinschaftete Borkenkäfer (z.B. P. aubei und H. hampei) orchestrieren den 

Besiedelungsablauf ihrer Wirte über multifunktionale Signale bestehend aus geschlechts-
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spezifischen Aggregations- und Antiaggregationspheromonen (s. E.1) mit Wirtsdüften als 

essentielle Synergisten [FRANCKE & DETTNER 2005; BYERS 2007].   

Besonders bei einigen koniferenbewohnenden Arten ist die Sekundärattraktion gut 

untersucht: initiale Lockstoffe von Pionieren (häufig nur ♂♂ oder ♀♀) gleichen das 

Geschlechterverhältnis aus, z.B. (1R,5S,7R)-exo-Brevicomin (L-5, Schema 2) von Dendroctonus 

brevicomis-♀♀ [SILVERSTEIN et al. 1968; KINZER et al. 1969; WOOD et al. 1976] und (1S,5R)-Fontalin 

von Dendroctonus frontalis-♀♀ [RENWICK & VITÉ 1969; STEWART et al. 1977; SULLIVAN et al. 2007]. 

Aggregationspheromone lösen dann den Massenbefall aus, z.B. (1S,2R,5R)-Bicolorin (L-41, S.210) 

von Buchenborkenkäfer-♂♂ [FRANCKE et al. 1995, 1996], (1R,4S,5R,7R)-(+)-Lineatin (L-10) von 

♀♀ mehrerer Trypodendron-Arten [HEEMANN & FRANCKE 1976; SCHURIG et al. 1982] oder (2S,5R)-

Chalcogran von Kupferstecher-♂♂ (Pityogenes chalcographus) [FRANCKE et al. 1977]. 

Ablenkstoffe verhindern eine Überbesiedlung, z.B. Seudenon (L-11) [KINZER et al. 1971; 

RUDINSKY et al. 1974] oder bei vielen Arten von ♂♂ produziertes Verbenon 

[RENWICK & VITÉ 1969; SILVERSTEIN et al. 1966]. Frontalin, Chalcogran und Verbenon dienen auch 

H. hampei der Orientierung. Konkurrierenden oder verwandten Borkenkäferarten grenzen sich 

durch unterschiedliche Mengen- und Enantiomeren-Vehältnisse der ♂♂- und ♀♀-produzierten 

Pheromonkomponenten voneinander ab (vgl. Conotrachelus spp.), z.B. der α-Pinen-Derivate cis- 

und trans-Verbenol (L-93) und der Myrcen-Derivate Ipsdienol und Ipsenol (L-94) bei 

Dendroctonus- und Ips-Männchen. Die Pheromonkomponenten werden geschlechtsspezifisch 

enantioselektiv aus sequestrierten Wirtpflanzen-Precursors erzeugt oder de novo aufgebaut (s. 

P. aubei.) [SILVERSTEIN  et al. 1966; RENWICK et al. 1976; VITÉ & FRANCKE 1976, 1985; VITÉ 1978; 

KLIMETZEK & FRANCKE 1980; BYERS 1981, 1983, 1989; TILLMAN et al. 1998, 2004; CHIU et al. 2000; 

SEYBOLD et al. 2000; BYERS &  BIRGERSSON 2012]. 67 

Im Intestinaltrakt sind mikrobielle Endosymbionten möglicherweise an der Genese 

oxygenierter Pheromonkomponenten aus Baumharz-Terpenen (z.B. Limonen, α-Pinen oder 

Myrcen) beteiligt (s. P. aubei, vgl. Yucca spp.): z.B. oxidieren Candida spp. beim Buchdrucker, Ips 

typographus, Verbenol zu Verbenon [RENWICK et al. 1976; FRANCKE & VITÉ 1983; LEUFVÉN et al. 

1984; SEYBOLD & VANDERWEL 2003; KANDASAMY et al. 2016]. 66 Pflanzliche Signale bei der primären 

Wirtwahl (Coniferen-Terpene bei P. aubei) bzw. zur Nichtwirtmeidung (z.B. Conophthorin, s. 

H. hampei) sind weniger gut verstanden [ZHANG et al. 2002; FRANCKE & DETTNER 2005].  
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E.4.3 Hautflügler 

Hymenoptera L. 1758 (griech. ὑμήν hymḗn: Haut) bilden mit über 120.000 beschriebenen 

Spezies in etwa 100 Familien und 6.800 Gattungen weltweit die drittartenreichste, in 

Mitteleuropa die artenreichste Ordnung der Insekten [AGUIAR et al. 2013; HUBER 2017; 

BÁNKI et al. 2022]. Die Unterordnung der Taillenwespen (Apocrita) umfasst mehr als 90% der 

rezenten und fast alle parasitoiden Arten. Zur Apocrita-Teilordnung Aculeata (Stechimmen) 

gehören Solitäre, z.B. der Überfamilien der Erzwespen (Chalcidoidea; ca. 20.000 Spezies) und 

der Gallwespenartigen (Cynipoidea; ca. 3.000) sowie alle staatenbildenden Arten, unter ihnen 

die Echten Bienen (Apidae; ca. 6.000) und die Ameisen (Formicidae; über 10.000). 

Schuppenameisen (Formicinae, ca. 2.700) bilden nach den Knotenameisen (Myrmicinae) deren 

artenreichste Unterfamilie. Die nichtstechenden Hymenopteren werden häufig paraphyletischen 

Gruppen zugeordnet. 90 Die artenreichsten Familien unter ihnen sind Brackwespen (Braconidae; 

ca. 19.000) und Echte Schlupfwespen (Ichneumonidae; ca. 24.000) [MAY 1989; BOLTON 1995; 

DETTNER & PETERS 2003; MILLS 2003; QUICKE 2003; KEELING et al. 2004].  

In dieser Arbeit wurden untersucht: 

• die Mandelsamenwespe (Eurytoma amygdali), eine von nur etwa 100 bei Pflanzen 

parasitischen Erzwespen-Arten,  

• die bei Schmetterlingen parasitiode Erzwespe, Trichogramma turkestanica,  

• der Blattlaus-Hyperparasitoid, Alloxysta victrix (Gallwespenartige) und 

• die sozialparasitäre Amazonenameise, Polyergus breviceps (Formicinae). 

Hautflüglern kommt durch ihren populationsbegrenzenden Einfluss und als Bestäuber eine 

ökologische Schlüsselrolle zu (s. B.2). Etwa 75% aller Taillenwespenarten sind Parasitoide. In 

einigen tropischen Ökosystemen stellen Ameisen geschätzt 50% der tierischen Biomasse (in 

ariden und semiariden Gebieten übernehmen z.T. Termiten deren Funktion) [MAY 1989; 

BAUER 2003; PENNACCHIO & STRAND 2006]. 

Semiochemikalien erfüllen bei solitären, parasitoiden und eusozialen Arten sehr 

verschiedene biologische Funktionen und sind strukturell entsprechend vielfältig: Aculeata 

produzieren in ihrem Giftapparat Wehr- und Angriffssekrete, deren Wirkstoffe bei vielen gut 

untersucht sind. Vespiden- und Apiden-Gifte bestehen vor allem aus Proteinen, Peptiden und 

biogenen Aminen [HABERMANN 1972; DOTIMAS & HIDER 1987]. Ameisengifte und -wehrstoffe 

(Schema 55) enthalten zusätzlich Iridoide (z.B. L-27, S.200) [DO NASCIMENTO et al. 1998], 

polyketide Alkaloide (z.B. Solenopsin, L-95, vgl. Coniin, L-38) und „echte“ Alkaloide (z.B. Tabak-

Alkaloide wie Anabasin, L-96, vgl. Nicotin, L-28). Crematogaster-Arten speichern 4-Oxo-2,5-

                                                           

90  Pflanzenwespen (Symphyta, alle Nicht-Apocrita der Hymenoptera), Legimmen (Parasitica oder Terebrantica, 
alle Nicht-Aculeata der Apocrita) 
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dienal-Precursors (L-97, vgl. L-26 bei P. apterus und Caulerpenin, L-29) [LECLERCQ et al. 2000; 

LAURENT et al. 2003, 2005].   

Schema 55: Solenopsin A (L-95): Piperidin-Alkaloid bei Feuerameisen, Solenopsis spp. [LECLERCQ et al. 1994];   
Anabasin (L-96): Toxin bei Aphaenogaster spp.;   (2E,5E)-4-Oxo-2,5-dienylacetate (L-97): bei 
Freisetzung enzymatische Esterspaltung und Oxidation, R = Alkenyl mit C13, C15, C17 
[PASTEELS et al. 1989].  

Aculeta, besonders eusoziale Arten, verfügen über eine Vielzahl unterschiedlicher exokriner 

Drüsen zur intraspezifischen Kommunikation (s. Anh.G.1.1). Pheromone sind jedoch vor allem 

mit Funktionen als Alarmsignale und als Marker von Laufwegen und Nahrungsquellen bekannt 

[WILSON 1965; HÖLLDOBLER & WILSON 1990; JACKSON & MORGAN 1993; BILLEN & MORGAN 1998; 

VANDER MEER & ALONSO 1998].  

Einige Knotenameisen nutzen Homoterpenoide (vgl. Tetrakisnorterpenoide bei Yucca spp.) 

als Spurfolgepheromone, z.B. Faranal bei Pharaoameisen (L-98, Schema 56, vgl. H. mossambicus) 

oder Farnesene und Homofarnesene bei Solenopsis invicta [VANDER MEER et al. 1988; 

JACKSON & MORGAN 1993] (vgl. deren Funktion bei A. obtectus, A. victrix, und C. albicans). 

Aromatische Polyketide sind mit dieser Funktion bei Schuppenameisen verbreitet (z.B. Lactone 

wie Mellein, L-37, S.208, vgl. P. breviceps) [BESTMANN et al. 1992a, 1997; KERN & BESTMANN 1994]. 

Pyrazine (z.B. L-69, S.216) können als Alarm- oder Spurpheromone fungieren 

[WHEELER & BLUM 1973; DUFFIELD et al. 1976; LONGHURST et al. 1978; CROSS et al. 1979; 

EVERSHED et al. 1982; WHEELER et al. 1982a; MORGAN et al. 1992] (vgl. Duftstoffe bei C.arabica und 

X. euvesicatoria). Hummel-♂♂ nutzen artspezifische Gemische aus Acetogeninen und 

offenkettigen Farnesol-Derivaten (z.B. Terrestrol, L-99, s. C. albicans) als Markierungs-

sexualpheromone, um ♀♀ (und ♂♂) zu Balzplätzen zu locken [SVENSSON & BERGSTRÖM 1977; 

BERGMAN & BERGSTRÖM 1997; COPPÉE et al. 2011; LUXOVÁ et al. 2004].  

Schema 56: Faranal (L-98): Spurpheromon der Pharaoameise, Monomorium pharaonis  [RITTER et al. 1977; 
MORI & UEDA 1982];   (S)-2,3-Dihydrofarnesol (Terrestrol, L-99): Markierungspheromon von Bombus 
spp.-♂♂ [KULLENBERG et al. 1970];   vgl. Konfiguration an C3 bei C. albicans 
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Komponenten der Giftsekrete haben bei vielen sozialen Arten eine Funktion als Alarmsignale 

(z.B. Isoamylacetat, L-13, S.196, bei Honigbienen und 2-Methyl-3-butene-2-ol, L-42, S.210, bei 

Hornissen, V. Crabro) [VEITH et al. 1984a; LANDOLT et al. 1995]. Spiroacetale sind Bestandteile der 

Giftsekrete z.B. sozialer Feldwespen (Polistinae: Vespidae) und haben hier offenbar eine Alarm-

funktion [DANI et al. 2000; BRUSCHINI et al. 2006]. Bei sozialen Echten Wespen (Vespinae) und 

solitären Sandbienen (Andrena spp.: Andrenidae) wurden sie in Abdomen- und Kopf-Extrakten 

gefunden und dienen als Beruhigungs- oder Aggregationspheromone [FRANCKE et al. 1978, 1980; 

BERGSTRÖM et al. 1982; TENGÖ et al. 1990]. C. dolichophylla imitiert diese Signale zur Attraktion 

ihrer kleptoparasitischen Bestäuber, die untersuchten Bockkäfer kopieren sie zu ihrem Schutz. 

Sexualpheromone sind nur bei sehr wenigen solitären Arten aufgeklärt (s. E. amygdali, 

T. turkestanica und A. victrix). Auch die sexuelle Kommunikation staatenbildender Hymenoptera 

(mit Ausnahme der Honigbiene, A. mellifera, s. L-18, S.198) ist kaum chemoökologisch untersucht 

(s. P. breviceps) [SLESSOR et al. 1988; AYASSE et al. 2001; KEELING et al. 2003,2004; PANKIW 2004]. 

Gynen der Gebirgswaldameise, Formica lugubris, produzieren ein Sexualpheromon mit Undecan 

als Hauptkomponente [WALTER et al. 1993]. Australische Orchideen Chiloglottis spp. nutzen die 

Sexualpheromone (Chiloglottone, z.B. L-17) von weiblichen Rollwespen (Thynninae: Tiphiidae) 

als Blütendüfte [SCHIESTL et al. 2003; FRANCKE et al. 2009]. Bei einigen Andrena spp. wirkt ein 

Vielkomponentengemisch aus n-Alkenen und n-Alkanen als Sexualpheromon auf ♂♂ und wird 

von Täuschblumen (Ophrys spp.) zur Bestäuberanlockung imitiert [DETTNER & LIEPERT 1994; 

AYASSE et al. 2000; SCHIESTL et al. 2000].  

Cuticulare Lipide und Kopfdrüsenflüssigkeiten bestehen bei solitären und sozialen 

Hymenopteren überwiegend aus acetogeninen langkettigen Kohlenwasserstoffen, Alkoholen, 

Ketonen, Säuren und Wachsestern in art-, kasten- und alters-spezifischer Zusammensetzung. 

Ihre biologische Bedeutung z.B. für die Erkennung von Zugehörigkeiten oder die sexuelle 

Kommunikation ist weitgehend unklar [FRANCKE et al. 1983, 2000a; SINGER 1998; CARDÉ 2003; 

GREEN & GORDON 2003; MONNIN 2006; MARTIN & DRIJFHOUT 2009; DRIJFHOUT et al. 2010; KATHER & 

MARTIN 2015]. P. breviceps-Königinnen kopieren bei der Übernahme einer Kolonie die 

charakteristischen cuticularen Signalstoffe der Altkönigin des Sklavenvolkes. 

Bei Legimmen und Pflanzenwespen sind wie bei solitären Aculeata nicht nur die 

Sexualpheromone sondern auch Botenstoffe bei der Wirtsuche sowie zur Wirtmarkierung kaum 

bekannt [AYASSE et al. 2001; KEELING et al. 2004]. 

 



Schnabelkerfe E.4.4 

 

231 

E.4.4 Schnabelkerfe 

Die Ordnung der hemimetabolen Hemiptera L. 1758 umfasst ca. 99.700 Spezies in über 

14.000 Gattungen und 200 Familien. Zu ihr gehören die Unterordnungen der Wanzen 

(Heteroptera; ca. 42.000 Arten) und der Pflanzenläuse (Sternorrhyncha; ca. 18.000). 91 Die 

größten Wanzenfamilien sind Weichwanzen (Miridae; 11.100), Raubwanzen (Reduviidae; 

7.500) und Baumwanzen („Stink bugs“, Pentatomidae; 4.700) [DETTNER & PETERS 2003; 

SCHAEFER 2003a; Larivière & Larochelle 2004; HENRY 2009; WEIRAUCH & SCHUH 2011; BÁNKI 

et al. 2022].   

Nymphen wie Imagines aller Hemiptera-Arten besitzen saugend-stechende Mundwerkzeuge. 

Die meisten sind Phytophage, von denen sich einige bei Fehlen natürlicher Feinde (s. A. victrix) 

zu Schädlingen massenvermehren können (z.B. Blattläuse oder Schildläuse, s.a. C. arabica und 

P. castaneus) [BERGMANN et al. 2009]. Die in dieser Arbeit untersuchten   

• Raubwanzen Triatoma infestans und T. brasiliensis sind Vektoren von 

Protozoeninfektionen bei Menschen. 

Die chemische Ökologie von Wanzen ist im Vergleich mit den zuvor beschriebenen 

Ordnungen kaum bekannt. Lediglich die von vielen Arten in großer Menge produzierten 

Wehrsekrete sind gut untersucht. Beispielsweise nutzen Baum- (Abb. 5) und Feuerwanzen 

(Pyrrhocoridae, Abb. 2) kurzkettige oxygenierte, meist unspezifische Verbindungen wie Säuren, 

Alkenale oder Oxoalkenale (z.B. L-26, S.200) und abstoßend wirkende Signalstoffe wie alkyl- und 

alkoxy-substituierte Pyrazine (vgl. Kaffeekirschenduft, C. arabica). Einige aposematische Arten 

sequestrieren Toxine von ihren Wirtspflanzen [Aldrich 1988, 1995; Aldrich et al. 1990, 1996, 

1997; ZARBIN et al. 2000a].  

Die Wehrstoffe können (z.B. bei Miridae und Triatomidae) auf Artgenossen alarmierend und 

in geringer Konzentration als Aggregationssignale für Nymphen und Adulte wirken. [BLUM 1996; 

MILLAR 2005MANRIQUE et al. 2006].  

Möglicherweise ist die Bedeutung von Aggregations- und Sexualpheromonen zur 

Partnerfindung geringer als bei anderen Ordnungen und im Nahbereich könnten 

Vibrationssignale entscheidend sein (vgl. P. aubei) [MANRIQUE & LAZZARI 1994; VIRANT-

DOBERLET & ČOKL 2004; COCROFT & RODRÍGUEZ 2005]. Bisher bekannte Lockstoffe werden meist 

von ♂♂ (bei Miridae von ♀♀) produziert und wirken häufig auf beide Geschlechter, jedoch nur 

                                                           

91  sowie die paraphyletische Gruppe der Zikaden (Auchenorrhyncha ) aus den Unterordnungen 
Rundkopfzikaden (Cicadomorpha) und Spitzkopfzikaden (Fulgoromorpha).  

Das alte Paraphylum Homoptera vereint Pflanzenläuse und Zikaden.  

Zu den Pflanzenläusen gehören u.a. die Überfamilien der Blattläuse (Aphidoidea, ca. 5.700, davon fast 99% 
Röhrenblattläuse, Aphididae) und der Schildläuse (Coccoidae, ca. 7.100). 
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schwach attraktiv. Nur sehr wenige geschlechtsspezifische Lockstoffe sind chemisch und durch 

Biotests identifiziert. Beispielweise wurden bei Euschistus spp.-♂♂ ungesättigte acetogenine 

Ester (u.a. eine Komponenten des A. obtectus-Pheromons) [ALDRICH et al. 1991] und 

(Homo)Farnesol-Derivate wie L-100 identifiziert [ZARBIN et al. 2000a,b] (Schema 57). Und ♂♂ 

von Chlorochroa-Arten (Pentatomidae) nutzen Methyl-(3R,6E)-2,3-dihydrofarnesoat (L-101) als 

Aggregationspheromon [HO & MILLAR 2001a,b] (s. Konfiguration an C3 bei C. albicans). In beiden 

Fällen sind offenbar Wirtsdüfte als Synergisten unverzichtbar. In der Familie Reduviidae wurde 

bisher lediglich bei Pristhesancus plagipennis ein ♂♂-spezifisches Aggregationspheromon mit 

(Z)-3-Hexenyl-(R)-2-hydroxy-3-methylbutyrat (L-102) als Hauptkomponente identifiziert (s. 

T. infestans) [JAMES et al. 1994; ALDRICH 1995]. 

Eines der wenigen bekannten verzweigten Spiroacetale, (2S,4R,6R,8S)-2,4,8-Trimethyl-l,7-

dioxaspiro[5.5lundecan (Trimethylolean, L-34, S.207, s. E.3.1), wurde mit unbekannter Funktion 

bei der aposematischen Schildwanze Cantao parentum (Scutelleridae) identifiziert [MOORE 

et al. 1994 

Schema 57: Methyl-2,6,10-trimethyltridecanoat (L-100, Biosyntheserichtung unbekannt): Sexualpheromon-
komponente von Piezodorus- und Euschistus-♂♂ (Pentatomidae);   Methyl-(3R,6E)-2,3-dihydro-
farnesoat (L-101): Aggregationspheromonkomponente von Chlorochroa-♂♂;  (Z)-3-Hexenyl-(R)-2-

hydroxy-3-methylbutyrat (L-102): Hauptkomponente des Aggregationspheromons der Raubwanze 
P. plagipennis;    6,10,13-Trimethyltetradecanol (L-103): Aggregationspheromon mehrerer 
räuberischer Asopinae-Arten [ALDRICH et al. 1986; ALDRICH & LUSBY 1986], vgl. Termiten-Pheromone, 
E.4.6 und H. mossambicus, Kap. F.5.   

Bei Blattläusen ist die chemische Kommunikation sowohl in Reaktion auf Bedrohung als auch 

zur geschlechtlichen Fortpflanzung deutlich einheitlicher und recht gut verstanden. Alle 

bekannten Pheromone sind Terpenoide: als Alarmsignale dienen den meisten Arten Farnesene 

(s.a. A. obtectus und C. albicans), als Sexuallockstoffe überwiegend cis-konfigurierte Iridoid-

Lactone und -Lactole: z.B. (1R,4aS,7S,7aR)-Nepetalactol (L-104) und (4aS,7S,7aR)-Nepetalacton 

(L-105) (Schema 63, S.244, vgl. trans-Iridoid-Lactone bei A. victrix) [PICKETT & GRIFFITHS 1980; 

DAWSON et al. 1987, 1989, 1990; HICK et al. 1999; FRANCIS et al. 2005; DEWHIRST et al. 2010; 

VERHEGGEN et al. 2010; VANDERMOTEN et al. 2012; Pickett et al. 2013].  
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E.4.5 Zweiflügler 

In der Ordnung Diptera sind ca. 160.000 Arten in ca. 10.800 Gattungen und 230 Familien 

beschrieben. Diese werden in die paraphyletische Gruppe der Mücken (Nematocera) und die 

Unterordnung der Fliegen (Brachycera) unterteilt [COURTNEY et al. 2009; PAPE et al. 2011; 

BÁNKI et al. 2022]. Fliegen (z.B. Schwebfliegen) sind nach den Hautflüglern die wichtigsten 

Bestäuber. Aber auch die meisten der vektorvermittelten Krankheiten werden von Dipteren 

übertragen, deren Verbreitung durch den Klimawandel begünstigt wird 92 (vgl. Ausbreitung von 

T. infestans) [KOVATS et al. 2001; MEDLOCK & LEACH 2015; SEMENZA & SUK 2018; CAMINADE et al. 2019; 

ROCKLÖV & DUBROW 2020; WHO 2020]. Einige Arten können bei Massenvermehrung erhebliche 

landwirtschaftliche Schäden anrichten, z.B. die Roggengallmücke (Hessian Fly, Mayetiola 

destructor: Cecidomyiidae), die Kirschfruchtfliege (Rhagoletis cerasi: Tephritidae) oder die 

Olivenfruchtfliege (Bactrocera oleae) [COURTNEY et al. 2009].  

In dieser Arbeit wurden flüchtige Emissionen der  

• Goldrutengallfliege, Eurosta solidaginis, untersucht. Deren Familie, die Frucht- oder 

Bohrfliegen (Tephritidae), umfasst weltweit ca. 4.800 Spezies in 500 Gattungen. 

• Die Bestäuber der Leuchterblume C. dolichophylla gehören zu den Halmfliegen 

(Chloropidae; ca. 2.900 Arten) und der kleinen Familie der Nistfliegen (Milichiidae: 

Carnoidae; ca. 310).  

Generalisten und Parasiten nutzen zur Wirtfindung unspezifische chemische Verbindungen 

wie CO2 oder 1-Octen-3-ol (L-107, Schema 58) sowie visuelle und thermische Reize (vgl. 

T. infestans). Fruchtfliegen-♂♂ (Bactrocera und Ceratitis spp.) werden von Methyleugenol (L-1, 

s. B.1.2) angelockt, welches sie als biosynthetischen Pheromonprecursor für 2-Allyl-4,5-

dimethoxyphenol (L-108) aus Pflanzen aufnehmen [STEINER 1952; FLETCHER & KITCHING 1995; 

MORGAN 2004; WITZGALL et al. 2010]. Auch die Partnersuche erfolgt bei Dipteren häufig durch 

akustische und optische Signale, bei einigen zudem durch Aggregation in Schwärmen oder an 

Eiablageorten [BARROZO & LAZZARI 2004].  

Pheromone [BAKER & HERBERT 1984; SINGER 1998; TILLMAN et al. 1999] wurden vor allem bei 

Fruchtfliegen, z.B. L-12, S.196, bei R. cerasi, und Gallmücken (Cecidomyiidae) identifiziert, z.B. L-

22, S.200, bei Contarinia pisi. Sexualpheromon von M. destructor-♀♀ ist wie bei Contarinia-Arten 

ein Gemisch von strukturverwandten Acetaten sekundärer, unverzweigter Alkohole. Essentielle 

                                                           

92  Stechmücken (Aedes, Anopheles, Culex spp.: Culicidae): Viren (Chikungunya, Dengue, Rift Valley-Fieber, 
Gelbfieber, Zika, Westnil-Fieber, Japanische Enzephalitis), Parasiten (Malaria, Elephantiasis);   Kriebelmücken 
(Simulium spp.: Simuliidae): Parasiten (Flussblindheit);   Sandmücken (Schmetterlingsmücken, Phlebotomus, 
Lutzomyia spp.: Psychodidae): Viren (Sandmückenfieber), Parasiten (Leishmaniose);   Tsetse-Fliegen (Glossina 
spp.: Glossinidae): Parasiten (Afrikanische Trypanosomiasis, Schlafkrankheit, vgl. T. infestans) [STUART 

et al. 2008]. 
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Nebenkomponente ist (2S,8E,10E)-8,10-tridecadien-2-ylacetat (L-109) [MILLAR et al. 1991; 

HILLBUR et al. 2005; ANDERSSON et al. 2009]. 

Bei vielen Fruchtfliegen (Dacus und Bactrocera spp.) produzieren die ♂♂ (substituierte) 

Spiroacetale als Sexualpheromone [KITCHING et al. 1986, 1989; FLETCHER & KITCHING 1995; 

BOOTH et al. 2006]. Viele der hier aktiven Verbindungen wurden im Rahmen dieser Arbeit auch 

bei der Goldrutengallfliege E. solidaginis sowie bei Cerambyciden und im Duft von 

C. dolichophylla und C. arabica identifiziert. Nebenkomponenten wie 3-Hydroxyolean (L-35, 

S.207) können die Signalspezifität erzeugen (s. E.2) [MAZOMENOS & HANIOTAKIS 1985; 

FLETCHER et al. 1992]. Hydroxyspiroacetale unbekannten Substitutionsmusters wurden auch bei 

E. solidaginis gefunden.  

Bei höheren Fliegen der Teilordnung Muscomorpha (Brachycera) dienen art- und 

geschlechtsspezifische Profile cuticularer Kohlenwasserstoffe als Kontaktpheromone 

[HOWARD & BLOMQUIST 1982; SINGER 1998]: Beispielsweise ist (Z)-9-Tricosen (Muscalure, L-106) 

Hauptkomponente des Sexualpheromons von ♀♀ der Hausfliege, Musca domestica 

[CARLSON et al. 1971; UEBEL et al. 1976; NELSON et al. 1981] (vgl. M. robiniae und Yucca spp.). 

Dieselbe Verbindung wirkt bei Drosophila melanogaster-♀♀ als Paarungsinhibitor bzw. 

Antiaphrodisiakum von ♂♂ [SCOTT 1986]. Mehrere Drosophila und Glossina spp. nutzen 

langkettige Alkene, Alkadiene und Methylalkane mit C23 bis C39 als Kontaktsexualpheromone 

(vgl. E.4.6 und E. amygdali, T. ekebladella, H. mossambicus) [BARTELT et al. 1986; NELSON & 

CARLSON 1986]. 

Schema 58: 1-Octen-3-ol (L-107, Linolsäure-Katabolit): wirkt als Wirtkairomon für Moskitos [HALL 

et al. 1994; KLINE 1994; MATSUI et al. 2003; XU et al. 2015], hingegen als Eiablagehemmstoff auf 
Taufliegen (Drosophilidae), z.B. die Kirschessigfliege, Drosophila suzukii [WALLINGFORD et al. 2016];   2-
Allyl-4,5-dimethoxyphenol (L-108): Komponente des Sexualaggregationspheromons von Bactrocera 
und Ceratitis-♂♂ [NISHIDA et al. 1988; HEE & TAN 2004; TAN et al. 2014];  (2S,8E,10E)-8,10-tridecadien-2-
ylacetat (L-109): Teil des Mehrkomponentenpheromons von M. destructor, Hauptbestandteil: 
(2S,10E)-10-tridecen-2-ylacetat;   (Z)-9-Tricosen (Muscalure, L-106, Ölsäure-Typ): 
Kontaktsexualpheromon der Hausfliege (vgl. Linol- und Linolen-Typ-Kohlenwasserstoffe bei 
E. amygdali und T. ekebladella).    
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E.4.6 Schaben und Termiten 

Die Ordnung der Schaben (Blattodea) umfasst etwa 4.600 Arten in ca. 850 Gattungen. Zu ihr 

gehört neben den solitären Schaben die große Epifamilie der Termiten (Termitoidae, ehem. 

Ordnung Isoptera) mit mehr als 3.100 rezenten Arten in 10 Familien und 335 Gattungen. Alle 

Termitenarten sind eusozial, einige bilden sehr große Kolonien mit bis zu mehreren Million 

Individuen [WEESNER 1960; DETTNER & PETERS 2003; EGGLETON et al. 2007; HOWARD & 

THORNE 2011; BÁNKI et al. 2022; WANG et al. 2022]. Weniger als 10% der bekannten Arten 

verursachen Schäden an Gebäuden oder landwirtschaftlichen Produkten. Die meisten von ihnen 

sind bodennistende Arten [SU & SCHEFFRAHN 1998; AHMED et al. 2004; ROULAND-LEFÈVRE 2011]. 

In dieser Arbeit wurden durchgeführt  

• Synthesen von Strukturpostulaten für zwei Komponenten des mutmaßlichen 

Sexualpheromons von ♂♂ der Nördlichen Erntetermite, Hodotermes mossambicus. 

• Synthesen von Referenzsubstanzen für die Bestimmung der absoluten Konfiguration des 

Spurpheromons bei Porotermes adamsoni und Mastotermes darwiniensis.  

• Synthesen von langkettigen Methylalkanen für Biotests zur enantiospezifischen 

Erkennung cuticularer Kohlenwasserstoffe bei Coptotermes formosanus. 

Bei einigen solitären Schaben wurden Sexualpheromone aufgeklärt, z.B. Periplanon A und B 

(L-51) bei Periplaneta americana-Weibchen [PERSOONS et al. 1976; ADAMS et al. 1979; STILL 1979] 

oder (3S,11S)-Dimethylnonacosan-2-on (L-110), Hauptkomponente des Kontaktsexual-

pheromons von Weibchen der Deutschen Schabe (Blatella germanica) [NISHIDA et al. 1974, 1979; 

SCHWARZ et al. 1975; MORI et al. 1981b; ELIYAHU et al. 2008]. 

Schema 59: (3S,11S)-Dimethylnonacosan-2-on (L-110): Sexualpheromonkomponente von Blatella 

germanica-♀♀, Einbau von Propionateinheiten in die acetogenine Kette [CHASE et al. 1990]. 

L-110 

O

3S29 11S
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Termiten nutzen wie staatenbildende Hymenopteren komplexere Kommunikationssysteme. 

Bei den hemimetabolen Termiten werden das staatliche Gefüge und die Kastenstruktur durch 

ein Fortpflanzungspaar gelenkt. Die Nymphen beiderlei Geschlechts stellen die Arbeiterkaste 

(Pseudergaten). Königinnenpheromone regulieren deren Juvenilhormon-Spiegel (vgl. P. aubei) 

und steuern auf diese Weise deren Differenzierung zu Soldaten bzw. verhindern die Häutung zu 

Geschlechtstieren. Arbeiter und Soldaten verfügen über eine Vielzahl von Drüsen zur Produktion 

von Wehrstoffen, Alarm- oder Spurpheromonen [THORNE 1997; BUSCHINGER 2003; MAO 

et al. 2005; CORNETTE et al. 2008; WEIL et al. 2009; BRIGNELL et al. 2011; MATSUURA 2011; 

WATANABE et al. 2014; COSTA-LEONARDO et al. 2023]. 

Schema 60: (3Z)-Dodeca-3-en-1-ol (L-111) und (3Z,6Z)-Dodeca-3,6-dien-1-ol (L-112):  Sexual- und 
Spurpheromone bei Termitidae und Kalotermitidae [PEPPUY et al. 2001a,b; ROBERT et al. 2004; SILLAM-
DUSSÈS et al. 2009; WEN et al. 2014, 2015];   (3Z,6Z,8E)-Dodeca-3,6,8-trien-1-ol (L-113): Sexual- und 
Spurpheromon bei Termitidae, Heterotermitinae und Rhinotermitidae;   4,6-Dimethyldodecanal (L-
114), 4,6-Dimethylundecanal (L-115), 4,6-Dimethylundecan-1-ol (L-116) und (E)-2,3-
Dihydronorfarnesal (L-117, 2,6,10-Trimethyl-5,9-undecadienal): Sexual- und Spurpheromone 
hauptsächlich bei Archotermopsidae [BORDEREAU et al. 2010; LACEY et al. 2011].  

Die chemische Ökologie bei Isoptera ist bisher erst in Anfängen verstanden und nur bei 

wenigen Arten bekannt [COSTA-LEONARDO et al. 2009; COSTA-LEONARDO & HAIFIG 2010; 

BORDEREAU & PASTEELS 2011; MITAKA & AKINO 2021]. Soldaten produzieren in der Frontaldrüse 

Wehrsekrete, deren Komponeten intraspezifisch Alarmfunktion haben können. 93 

Spurfolgepheromone (und Wehrstoffe) werden von den Arbeitern vieler Arten in den 

Sternaldrüsen produziert [ROSENGAUS et al. 2004; COSTA-LEONARDO & HAIFIG 2010; 

ŠOBOTNÍK et al. 2010; MITAKA & AKINO 2021].   

                                                           

93  Bisher wurden nur wenige Alarmpheromone identifiziert, z.B. (+)-α-Pinen (vgl. P. aubei) und (E,E)-α-

Farnesen (vgl. A. obtectus) bei Nasutitermes und Prorhinotermes spp. Als Wehrstoffe dienen u.a.  

1-Nitroalkene und β-Ketoaldehyde (vgl. P. apterus, S. 174) [PRESTWICH & COLLINS 1981; ROISIN et al. 1990; 

PISKORSKI et al. 2007; ŠOBOTNÍK et al. 2008]. 
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Die wenigen bekannten Strukturen (Schema 60) werden jeweils von mehreren Spezies, sogar 

aus verschiedenen Familien, gemeinsam verwendet, z.B. Öl- und Linolsäure-Derivate wie 

(3Z,6Z,8E)-Dodeca-3,6,8-trien-1-ol (L-113) von vielen Termitidae und Heterotermitinae wie 

Coptotermes formosanus (Rhinotermitidae) [MATSUMURA et al. 1968; TAI et al. 1969; BORDEREAU 

et al. 1991; TOKORO et al. 1994; WOBST et al. 1999], Cembren-A (E,E,E-Neocembren, L-58, s. E.3.3) 

von Nasutitermitinae und Prorhinotermitinae [MCDOWELL & OLOO 1984; BIRCH et al. 2005; SILLAM-

DUSSÈS et al. 2005, 2010] oder Dihydronorfarnesol-Derivate von Archotermopsidae und 

Mastotermitidae (s. Porotermes adamsoni und Mastotermes darwiniensis) [SILLAM-DUSSÈS 2004; 

SILLAM-DUSSÈS et al. 2007].  

Die gleichen Verbindungen werden, häufig in höherer Konzentration, auch von den Alaten 

emittiert [LEUTHOLD & LÜSCHER 1974; LEUTHOLD & BRUINSMA 1977] (s. H. mossambicus). Sie wirken 

in diesem Kontext als Sexuallockstoffe (sex-pairing pheromones) auf das andere Geschlecht, z.B. 

L-113 bei Rhinotermitidae und Termitidae [BORDEREAU et al. 1991, 1993, 2002; HANUS et al. 2009] 

oder 4,6-Dimethyldodecanal (L-114) und (E)-2,3-Dihydronorfarnesal (L-117) bei 

Archotermopsidae [BORDEREAU et al. 2010; LACEY et al. 2011]. Kontaktsexualpheromone (sex-

mating pheromones), welche die Paarung (tandem running) steuern, wurden bisher nicht 

chemisch identifiziert [BORDEREAU & PASTEELS 2011]. 

Pheromon-Parsimonie [BLUM 1996] ist bei Isopteren besonders ausgeprägt 

[BORDEREAU et al. 1993]. Spurpheromone sind häufig artübergreifen attraktiv [HEWITT et al. 1969; 

WOBST et al. 1999] und auch Fremdsubstanzen können Spurverhalten auslösen [KAIB et al. 1982]. 

Bei isoliert lebenden Arten, z.B. Kalotermitidae, ist Signalspezifität von geringerer Bedeutung 

[SILLAM-DUSSÈS et al. 2009]. Bei sympatrischen Arten (besonders bei höheren Termiten) wird eine 

reproduktive Isolation oder die Spezifität der Spurpheromone offenbar durch 

Nebenkomponenten, z.B. (3Z)-Dodeca-3-en-1-ol (L-111), oder geometrische Isomere erreicht 

[KAIB et al. 1982; BORDEREAU et al. 1991, 2011; TOKORO et al. 1994; WEN et al. 2015]. Die absolute 

Konfiguration der mutmaßlichen Propiogenine L-114 bis L-116 sowie der Norfarnesol-Derivate 

wie L-117 ist unbekannt. Auch auf stereochemischem Weg könnte die Spezifität der Pheromone 

erzeugt werden.  



E.4 Signalstoffe bei Insekten, Pflanzen und Mikroorganismen 

 

238 

Hingegen sind die Profile cuticularer Kohlenwasserstoffe hoch spezifisch. Sie dienen als 

Kontaktpheromone bei der Art-, Kolonie- und Kastenerkennung (vgl. P. breviceps) 

[HOWARD & BLOMQUIST 1982, 2005; HAVERTY et al. 1988, 1990; HAVERTY & THORNE 1989].  

Bei einigen Termitenspezies wurden überwiegend unverzweigte Kohlenwasserstoffe 

gefunden, u.a. Öl- und Linolsäure-Derivate (vgl. E. amygdali und Yucca spp.) 

[KAIB et al. 2002, 2004; HAVERTY et al. 2005]. Hingegen dominieren bei anderen Arten langkettige, 

Methyl-verzweigte Alkane (vgl. Diptera, E.4.5). Beispielsweise sind die Hauptbestandteile der 

Cuticula bei C. formosanus Methyl- und Dimethylalkane mit Kettenlängen C25, C29 und C27 (s. Kap. 

F.5) und mit Verzweigungen in den Positionen 3, 9, 11, 13 und 15, wie 3-Methylpentacosan (L-

118) und 13,15-Dimethylnonacosan (L-119) (vgl. L-110 bei B. germanica und cuticulare 

Kohlenwasserstoffe als Wirtskairomone für Trichogramma spp.) [HOWARD et al. 1982; 

BAGNERES et al. 1991; HAVERTY et al. 1996, 2000, 2005; SEVALA et al. 2000].    

Ob die Tiere in der Lage sind, Enantiomere oder Stereoisomere (bei Dimethylalkanen) zu 

unterscheiden, ist unbekannt.  

Schema 61: 3-Methylpentacosan (L-118) und 13,15-Dimethylnonacosan (L-119): bei mehreren Isopteren-
Arten gefundene chirale, cuticulare Methylalkane.  

L-119 

L-118 
3

13

25

29 15
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E.4.7 Pflanze-Insekt-Beziehungen 

Das Reich der Plantae vereint etwa 378.000 Arten in ca. 21.000 Gattungen und 1.050 

Familien. 94 Die Samenpflanzen werden unterteilt in Bedecktsamer bzw. Blütenpflanzen 

(Magnoliopsida früher Angiospermae oder Magnoliophyta) und Nacktsamige Pflanzen 

(Gymnospermae) mit nur ca. 1.000 Spezies. Von diesen gehören mehr als 600 zur Klasse der 

Koniferen (Nadelhölzer, Coniferopsida = Pinopsida). Die größten Familien der Ordnung 

Koniferen (Coniferales) sind Kieferngewächse (Pinaceae, ca. 230 Arten) und Zypressengewächse 

(Cupressaceae; ca. 140). Die Blütenpflanzen bilden mit ca. 342.000 beschriebenen Spezies nach 

den Insekten die artenreichste Klasse von Lebewesen. Zu den größten Ordnungen gehören die 

Spargelartigen (Asparagales, über 40.000), Asternartigen (Asterales, ca 39.400) und 

Enzianartigen (Gentianales, 23.000 Arten) [BÁNKI et al. 2022; IUCN 2022].  

Pflanzen wurden in dieser Arbeit in ihrer Beziehung zu Insekten untersucht, als Ovipositions- 

oder Brutwirte, als Nahrungsgrundlage sowie als insektenbestäubte Blütenpflanzen.    

Duft- und Botenstoffe wurden von folgenden Arten analysiert: 

• Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla (Lockstoffe für Nist- und Halmfliegen, 

Chloropidae, Milichiidae) 

• Abendländischer Lebensbaum, Thuja occidentalis (Wirtkairomone für Thujenborkenkäfer, 

Phloeosinus aubei)  

• Kaffee, Coffea arabica (Wirtkairomone für Kaffeekirschenbohrer, Hypothenemus hampei)  

• Palmlilien, Yucca spp. (Blütendüfte zur Attraktion von Yucca-Motten, Tegeticula spp.)  

• Hohe Goldrute, Solidago altissima (induzierte Wehrstoffe gegen Goldrutengallfliege, 

Eurosta solidaginis)  

Wie die meisten Insekten sind auch viele der in dieser Arbeit untersuchten Insektenspezies 

für Ernährung, Fortpflanzung und Entwicklung auf eine begrenzte Zahl (verwandter) 

Pflanzenarten angewiesen. Dies gilt besonders für herbivore Spezialisten (Tegeticuala spp.), 

aber auch Prädatoren und Parasitoide (T. turkestanica, A. victrix) sind häufig mit Pflanzen 

assoziiert [BUCKLEY 1982; LANDOLT & PHILLIPS 1997; HARBORNE 2001; MARTIN & ALLGAIER 2011; 

KOS et al. 2012; NELSON et al. 2019] (s. Tab. 6).   

Auch mikrobielle Pathogene können sich nur bei spezifischen Pflanzenarten vermehren (s. 

Tab. 7). 

  

                                                           
94  Zu den Pflanzen werden meist neben den Grünpflanzen (Chloroplastida) u.a. auch Rotalgen gezählt. Zu 

ersteren gehören Grünalgen und Landpflanzen (Embryophyta) mit der paraphyletischen Gruppe der Moose 
und der Abteilung der Gefäßpflanzen (Tracheophyta, ca. 357.000 Arten). Diese umfasst u.a. die Farne und 
die Samenpflanzen (Spermatophyta). 
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Untersuchte Insektenart Assoziierte Pflanzenarte(n) 

Eichenminiermotte  
(Tischeria ekebladella) 

Larvenentwicklung in Blättern von Quercus spp. und 
Castanea spp.  

Pflaumenmotte  
(Illiberis rotundata) 

polyphag, Raupenfraß an Faboideae 
(Schmetterlingsblütlern), Apiaceae (Doldengewächsen) 
und Rosaceae (Rosengewächsen)  

Kleiner Kiefernkulturrüssler  
(Pissodes castaneus) 

Fraß von Larven und Adulten an Kieferngewächsen 
(Pinaceae: Coniferales) 

Guavenrüsselkäfer  
(Conotrachelus psidii) 

Guaven und Acca-Arten, Fraß von Adulten (Blüten und 
Blätter) und Larvenentwicklung in Früchten 

Kakaofruchtbohrer  
(Conotrachelus humeropictus) 

Larvenfraß in Kakaofrüchten (Theobroma spp.) 

Papayakäfer  
(Pseudopiazurus obesus) 

Nahrungs- und Entwicklungspflanzen: Blattstämme von 
Papaya und Vasconcellea 

„Sierra del Manzano“  
(Callisphysis apicicornis) 

xylophage Larven u.a. bei Rosengewächsen (Rosaceae) 
und Birkengewächsen (Betulaceae) 

Robinienbohrer  
(Megacyllene robiniae) 

Larvenentwicklung im Holz von Robinien 

Hickorybohrer  
(Megacyllene caryae) 

Larvenentwicklung im Holz von Walnussbäumen (Carya- 
und Juglans-Arten) 

Speisebohnenkäfer  
(Acanthoscelides obtectus) 

Larvenfraß in Samen von Hülsenfrüchtlern (bes. 
Phaseolus spp.) 

Mandelsamenwespe  
(Eurytoma amygdali) 

Larvenentwicklung im Endosperm von Mandelfrüchten 
(Prunus amygdali). 

Blattlaus-Hyperparasitoid 
Alloxysta victrix 

Nahrungspflanzen ihrer Primärwirte: Getreide z.B. Hafer 
(Avena sativa) oder Kopfkohl (Brassica oleracea 
convar. capitata) 

Parasitiode Erzwespe  
Trichogramma turkestanica 

Wirtspflanzen ihrer Wirte 

Nordamerikanische Amazonenameise 
(Polyergus breviceps) 

Lebensraum Wald der versklavten Ameisenarten 
(Formica spp.) 

Tab. 6: Untersuchte Insektenarten und ihre Wirts- und Nahrungspflanzen. 

Phytopathogen Assoziierte Pflanzenarten 

γ-Proteobakterium 
Xanthomonas euvesicatoria str. 85-10 

Paprika (Capsicum spp.) 

Tab. 7: Untersuchte Bakterienart und ihre Wirtspflanze. 
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Die Artenfülle von Pflanzen und Insekten ist Folge ihrer Coevolution. Semiochemikalien 

spielen dabei eine entscheidende Rolle [METCALF 1998; DICKE 1999; KLEIN et al. 2003; 

RAGUSO 2004, 2008; BERGSTRÖM 2008; SMITH 2010; SCHIESTL & SCHLÜTER 2009; MARTIN & 

ALLGAIER 2011]: als Blütendüfte für Bestäuber in Symbiosen (z.B. Yucca) oder bei Täuschblumen 

(z.B. C. dolichophylla); als Wirts- und Nahrungspflanzendüfte für Herbivore (z.B. P. aubei, 

H. hampei) und deren Insektivore [REDDY & GUERRERO 2004; BENGTSSON et al. 2006]; als 

Wehrstoffe von Pflanzen gegen Schadorganismen (z.B. T. occidentalis) [BIRKETT 2010; 

DICKE & BALDWIN 2010].  

Spezialisierte Insekten haben Fähigkeiten zur Entgiftung und Sequestrierung 67 von 

pflanzlichen Sekundärmetaboliten (z.B. I. rotundata, H. hampei), Pflanzen zur induzierten 

Verteidigung entwickelt (z.B. S. altissima). Daraus resultieren häufig chemische 

Verwandtschaften und funktionelle Verknüpfungen von Pflanzen- und Insektensignalchemie (s. 

bei A. victrix und bei Rüsselkäfern, C. psidii, P. obesus) [FRANCKE 1991; LANDOLT & PHILLIPS 1997; 

SCHULZ 1998; Blomquist & Vogt 2003; SEYBOLD & VANDERWEL 2003; MORGAN 2004; YANG et al. 2004; 

WITZGALL et al. 2010] (s.a. Schema 63).   

Die meisten aller bekannten (flüchtigen) Sekundärmetabolite sind pflanzlichen Ursprungs. 

Mehrere zehntausend Terpenoide (s. E.3.3), über 10.000 Alkaloide 80 und mehrere tausend 

Phenylpropanoide und Flavonoide (s. E.3.4), Polyketide (s. E.3.2) und Fettsäure-Derivate (s. 

E.3.1) sind beschrieben [LANGENHEIM 1994; METCALF 1998; HESSE 2000; BÉRDY 2005; BREITMEIER 

2005]. Deren Mehrzahl dürfte als Allomone der Verteidigung [MORRISSEY & OSBOURN 1999; 

FRIEDMAN et al. 2002; HAMMER et al. 2003] oder als Synomone der Attraktion von Nützlingen 

dienen. Die Funktion bestimmter Substanzen gegenüber anderen Pflanzen, Insekten oder 

Mikroorganismen jedoch meist unklar [PICHERSKY & GERSHENZON 2002; PICHERSKY et al. 2006; 

GERSHENZON & DUDAREVA 2007] (z.B. bei Spiroxabovolid, L-120, Schema 62, aus Blättern von 

Nachtschattengewächsen) [DEMOLE et al. 1973; GARNERO & JOULAIN 1980].  

Synomone und Mimikry 

Blütendüfte sind häufig komplexe Bouquets, die potentielle Bestäuber möglichst vieler Arten 

anlocken sollen (s. E.1 und B.3). Sie enthalten meist Mono- oder Sesquiterpene (z.B. Lavandulol, 

L-40, S.210, Linalool, L-8), Apocarotenoide (z.B. Oxoisophoron, L-16, S.197, oder Ionone, L-63, 

S.215) und Aminosäurestoffwechselprodukte (wie Methylanthranilat, L-125, und Indol, L-121, vgl. 

T. turkestanica, oder Phenylethanoide, s.a. X. euvesicatoria) [RAGUSO & PICHERSKY 1995; 

KAISER 2000; KAISER & KRAFT 2001; KNUDSEN et al. 2006; EL-SAYED et al. 2008; GUÉDOT et al. 2008; 

SCHIESTL 2010; EL-SAYED 2022]. Einige Arten nutzen seltene (z.B. 3-Dehydroconophthorin, #2) 

oder bestäuberspezifische Blütendüfte (s. Yucca spp.). Etwa 2-3% aller Angiospermen bilden 

betrügerische Blüten, die Pheromone (nur bei Orchidaceae, z.B. Chiloglotton, L-17), Nahrungs- 

oder Wirtsduftstoffe imitieren (z.B. Apocynaceae, s. C. dolichophylla) [DETTNER & LIEPERT 1994; 

KAISER 2006; PAULUS 2007; SALZMANN et al. 2007a; JERSÁKOVÁ et al. 2009; VEREECKEN & MCNEIL 2010; 
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JÜRGENS et al. 2013]. Düfte und Geschmacksstoffe von Früchten oder Samen befördern deren 

Verbreitung z.B. durch Vögel oder Ameisen [GOMEZ et al. 2005; LENGYEL et al. 2010; PFEIFFER 

et al. 2010; MILLER et al. 2020]. Strigolactone (z.B. L-122) aus den Wurzeln stimulieren das 

Wachstum symbiontischer Mycorrhiza-Pilze [AKIYAMA et al. 2005; BESSERER et al. 2006] (s.a. E.4.8).    

Schema 62: Spiroxabovolid (L-120, 3,4,7-Trimethyl-1,6-dioxaspiro[4.5]dec-3-en-2-on): Duftstoff aus Blättern 
von Nachtschattengewächsen (Tabak, Tomate; Solanaceae) [DEMOLE et al. 1973; GARNERO & 

JOULAIN 1980] und Blütenduftstoff bei Orchideen (Catasetum spp.) [FRANCKE 2019, unpub.];    
Linalool (L-8), und Indol (L-121): verbreitete Blütenduftstoffe (vgl. Attalea spp., B.3) [KAISER 1993, 2000; 
EL-SAYED 2022],   Strigol (L-122): pflanzliches Synomon für symbiontische Mykorrhiza-Pilze und 
Kairomon zur Keimung für wurzelparasitäre Pflanzen, Striga spp. [RUYTER-SPIRA et al. 2013];   
Chlorogensäure (L-123, 3-Caffeoylchinasäure): Fraßhemmstoff z.B. von Kaffee, Coffea spp., und 
Weiden, Salix spp. [MATSUDA & SENBO 1986; STEVENSON et al. 1993; DUKE 2001] (zur Stereochemie s. 
T. turkestanica und Anh. G.3.7) [SIEBERT 2006]. 

Konstitutive Verteidigung 

Rinde, Blätter und Nadeln emittieren oder speichern Gemische meist einer Vielzahl giftiger, 

endokrinaktiver, abschreckender oder antibiotischer Verbindungen als Allomone zum Schutz 

vor Mikroorganismen und Insekten (s.a. E.5) [JACOBSON 1982; PETERSON & COATS 2001; 

ISMAN 2006; KOUL & WALIA 2009; MARTIN & ALLGAIER 2011]: Alkaloide (z.B. Nicotin, L-28, Coniin, L-

38, Pyrazine wie L-69, (Methoxypyrazine sind auch verantwortlich für den charakteristischen 

Duft frischer Kaffeekirschen, s. C. arabica), Phenole als Phago- und Ovipositionsinhibitoren (z.B. 

Chlorogensäure, L-123) [BALDWIN & SCHULTZ 1983; FELTON et al. 1992; MARNER 1993; TSCHARNTKE 

et al. 2001; PIACENTE et al. 2005; CHEEKE et al. 2006], toxinogene Glycoside (L-70 und L-71) oder 

Terpenoide (z.B. Saponine, L-59 und L-60). Inhaltsstoffe von Baumharzen oder ätherischen Ölen 

(s. E.5) besitzen insektenabschreckende, bakterizide und fungizide Eigenschaften (z.B. L-36 bei 

Kamille) [MORRISSEY & OSBOURN 1999; BAKKALI et al. 2008; PATRA 2012a] (s.a. C. arabica, 

T. occidentalis, I. rotundata und E. amygdali).  
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Herbivore  

Daraus resultieren chemische Charakteristika, die Herbivoren (z.B. Rüsselkäfern oder 

Schmetterlingen) als Kairomone zur Vermeidung von ungeeigneten und zur Auswahl von 

geeigneten Wirts- und Nahrungspflanzen dienen [VISSER 1986; DICKENS et al. 1990, 1992; 

LIGHT et al. 1993; MOREWOOD et al. 2003; ZHANG & SCHLYTER 2004]. Auch Entomophage 

(T. turkestanica, A. victrix) nutzen Pflanzendüfte als zusätzliche Hinweise auf ihre Ziele (s.u.). 

Sekundäre Pflanzenstoffe sind bei vielen Insektenarten selbst oder als biogenetische Vorstufen 

in das eigene Kommunikationssystem eingebunden (z.B. L-93 und L-94 bei Borkenkäfern, S.226; 

L-25 bei Prachtbienen, S.200; L-68 bei Danainen, S.216; L-1 bei Fruchtfliegen, Schema 2) 

[VITÉ & FRANCKE 1985; BOPPRÉ 1991; SCHULZ et al. 1993a]. Viele Duftstoffe finden sich sowohl bei 

Pflanzen als auch als Signalstoffe bei Insekten, ohne dass ein Bezug bekannt wäre (z.B. cis-

konfigurierte Nepetalactone, L-105, und Nepetalactole, L-104, Schema 63, vgl. A. victrix oder 

Spiroacetale, s. Megacyllene spp. und E. solidaginis sowie C. dolichophylla). Wirts- und 

Nahrungsdüfte wirken häufig als essentielle Synergisten für Pheromone oder Kairomone 

[GIBLIN-DAVIS et al. 1996; REDDY & GUERRERO 2000] (z.B. für die Aggregationspheromone bei 

C. psidii und P. obesus). Die pflanzliche Wehrchemie wirkt gegen nicht resistente Spezies, 

während stets einige Spezialisten zur Detoxikation in der Lage sind (z.B. H. hampei: Coffein, L-67, 

S.216; P. aubei: Monoterpene von Koniferen; E. amygdali: Cyanogene wie L-70; A. obtectus: 

Leguminosen-Toxine). Diese nutzen spezifische Toxine sogar zum Auffinden ihrer Wirte (z.B. 

Sinigrin, L-71, für Pieris brassicae und dessen Parasitoide Trichogrammatiden) oder sie erwerben 

sie zum Schutz gegen Fraßfeinde (PAs wie L-68 oder Iridoid-Glycoside wie Aucubin, L-124).     

Induzierte Verteidigung 

Im Gegenzug antworten Pflanzen mit (lokaler oder systemischer) Produktion und Emission 

von Signal- und Wehrstoffen [DICKE 1994; PARÉ & TUMLINSON 1999; DICKE & VAN LOON 2000; 

WEGENER & SCHULZ 2002; DUDAREVA et al. 2006; PIETERSE et al. 2006; SCHULZE et al. 2006; BRUINSMA &  

DICKE 2008; HEIL 2008; FATOUROS et al. 2012]. Sie erkennen für Fraß oder Eiablage 

unterschiedlicher Insektenarten oder für verschiedene Phytopathogene typische Schadmuster 

und spezifische Substanzen (z.B. β-Glucosidasen und Volicitin, L-66, im Speichel von Insekten 

oder 1-Octen-3-ol, L-107, als Indiz für eine mögliche Pilzinfektion) [HOPKE et al. 1994; 

MATTIACCI et al. 1995; KISHIMOTO et al. 2007; REYMOND 2013; HILKER & FATOUROS 2015]. Dies 

induziert die Produktion von Phytostresshormonen (Ethylen, Salicylsäure oder Jasmonsäure, L-

126; s. S. altissima), welche die Biosynthese von flüchtigen und nicht flüchtigen Wehrstoffen 

regulieren und Hypersensitive Reaktionen auslösen (s. X. euvesicatoria) [BOLAND et al. 1995; 

PARÉ & TUMLINSON 1997; SCHRÖDER 1998; WALLING 2000; ARIMURA et al. 2005; TSCHARNTKE 

et al. 2005].  
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Insektizide, Antibiotika oder verdauungshemmende Enzyme [GREEN & RYAN 1972; RYAN 1992; 

VANCANNEYT et al. 2001; CASTRO & FONTES 2005; CHEN 2008] sowie Deterrents sind zunächst direkt 

gegen Insekten oder Mikroorganismen gerichtet (z.B. Linalool, L-8, Farnesene oder „Green Leaf 

Volatiles“, wie Z-Hex-3-en-1-ylacetat, L-32, s. E.3.1) [DICKE & DIJKMAN 1992; BERNASCONI et al.  1998; 

DE MORAES et al. 2001; KESSLER & BALDWIN 2001] (s. A. victrix).  

Schema 63: (1R,4aS,7S,7aR)-Nepetalactol (L-104) und (4aS,7S,7aR)-Nepetalacton (L-105): Sexualpheromone 
von Blattläusen (s. E.4.4, vgl. A. victrix), L-105 ist Dufthauptkomponente von Nepeta cataria 
[EISENBRAUN  et al. 1980];   Aucubin (L-124): Noriridoid-glycosid, Bitterstoff u.a. aus Spitzwegerich 
(Plantago lancolata) sequestriert von Scheckenfaltern, Euphydryas spp. [Bowers 1983; BOWERS & 

STAMP 1997];   Methylanthranilat (L-125): Blütenduftstoff und bei Ameisen u.a. Spurfolgepheromon 
[DUFFIELD et al. 1980; OLDHAM et al. 1994];   Methylsalicylat (L-9): verbreiteter Pflanzenduftstoff, z.B. von 
Gaultheria procumbens, Kairomon für Parasitoide (Aphidius spp., vgl. A. victrix) und Herbivore 
[FRASER et al. 2003; SASSO et al. 2009; EL-SAYED et al. 2013a], Androcoinial-Duftstoffe von Dananinen 
[SCHULZ et al. 1988, 1993b];   Jasmonsäure (L-126): Phytohormon zur Steuerung der Abwehr von 

herbivoren Insekten (s. S. altissima & E. solidaginis);   Methyljasmonat (L-127): Pflanzenhormon und -
signalstoff;   (Z)-Jasmon (L-128): HIPV bei Tabak [DE MORAES et al. 1998; BIRKETT et al. 2000], 
Blütenduftstoff von Araceae als Wirtkairomon für Weichwanzen [ETL et al. 2016], Sexualpheromon-
Komponente von Amauris-♂♂ [SCHULZ et al. 1993b];   Pyrethrin II (L-129): Insektendeterrent und -
neurotoxin aus Blüten von Wucherblumen (Tanacetum spp.) [ROTH et al. 1994; STEGLICH et al. 1997; 

SCHWAB 2000] (s. E.5). 95   

Gleichzeitig locken herbivorinduzierte Pflanzenduftstoffe („herbivor induced plant volatiles“, 

HIPVs) als Synomone Feinde der Angreifer an und dienen so auch indirekt der Verteidigung: 

(GLVs wie L-32, S.206, EE-TMTT, L-52, S.213, E-β-Caryophyllen, L-15, S.197, Methylsalicylat, L-9, 

Methyljasmonat, L-127, oder Z-Jasmon, L-128; s. Guavenduftstoffe bei Fraß von C. psidii). Die 

                                                           

95  Die Jasmonsäure-Derivate werden biosynthetisch ebenso wie die C6-GLVs aus Linolensäure via 13-
Hydroperoxylinolensäure gebildet [MORGAN 2010; HATANAKA et al. 1982] (s. E.3.1). 
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emittierten Duftbouquets sind häufig qualitativ oder quantitativ charakteristisch nicht nur für 

die Pflanze, sondern variieren auch mit der Art des Schädlings. Sie ermöglichen so parasitoiden 

oder räuberischen Spezialisten die Wirt- bzw. Beutelokalisierung [TURLINGS et al. 1990; 

WHITMAN & ELLER 1990; BOLAND et al. 1992; DE MORAES et al. 1998; HERDE et al. 2013; GEBREZIHER 

2018] (s. T. turkestanica).    

Pflanze-Pflanze-Kommunikation und Pflanzenhormone  

Dieselben Pflanzensignalstoffe (z.B. Methyljasmonat, L-127, oder Methylsalicylat, L-9) 

vermitteln als flüchtige Pflanzenhormone Informationen nicht nur innerhalb derselben Pflanze 

von befallenem zu unverletztem Gewebe und aktivieren hier die Abwehr [TURLINGS & 

TUMLINSON 1992; SHULAEV et al. 1997; FROST et al. 2007; HEIL & SILVA BUENO 2007]. Sie werden auch 

als Warnpheromone von benachbarten, arteigenen Pflanzen wahrgenommen 

[FARMER & RYAN 1990; DICKE & BRUIN 2001; KESSLER & BALDWIN 2001; BALDWIN et al. 2006; 

DUDAREVA et al. 2006]. Diese können zum einen mit der Produktion von direkten oder indirekten 

Wehrstoffen, zum anderen mit der Aktivierung vorgeschalteter Signal- und 

Verteidigungsmechanismen reagieren (z.B. der Biosynthese von Jasmonsäure, s. S. altissima) 

[BOLAND et al. 1995; PARÉ & TUMLINSON 1999; SCHRÖDER 1998; ARIMURA et al. 2005]. Dieses 

„Priming“ nach Präexposition mit dem Befallssignal von Nachbarn (bzw. mit Methyljasmonat, L-

127, oder mit GLVs, z.B. L-32) befähigt die Pflanze, ähnlich der Reaktion auf eine vorangegangene 

Herbivoren- oder Pathogeninfektion [CONRATH et al. 2006], bei einer nachfolgenden Attacke 

schneller und mit verstärkter Gegenwehr zu antworten [ENGELBERTH et al. 2004; HEIL & 

KOST 2006; CONRATH et al. 2015].   

In analoger Weise nutzen auch artfremde, nicht befallene Nachbarpflanzen diese 

Duftwehrstoffe (z.B. L-127) als Kairomone zur Vorbereitung auf einen möglichen Angriff 

[FARMER & RYAN 1990; KESSLER et al. 2006].  
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E.4.8 Mikroorganismen 

„Mikroorganismen“ ist ein Sammelbegriff für alle ein- und wenigzelligen prokaryotischen 

(Archaea und Bacteria) und eukaryotischen Lebewesen (Protozoen, Mikroalgen und viele Pilze). 

Beschrieben sind etwa 10.000 Bakterien-, 2.600 Protozoen-, und 93.000 Schlauchpilz-Spezies 

(Ascomycota, nicht alle Mikroorganismen). Dies dürfte jedoch nur ein sehr kleiner Teil der 

existierenden Arten sein [ADL et al. 2005; BÉRDY 2005; HORNER-DEVINE et al. 2005] 
In dieser Arbeit wurden flüchtige Verbindungen des  

• bei Paprika patogenen Bakteriums Xanthomonas euvesicatoria str. 85-10 und des  

• bei Menschen vorkommenden Hefepilzes Candida albicans (Ascomycota: Fungi) 

untersucht. 

Der Einzeller Trypanosoma cruzi ist der von T. infestans übertragene Erreger der CHAGAS-

Krankheit bei Menschen.  

Bedeutung von Mikroorganismen und ihre Beziehung zu Insekten und Pflanzen 

Mikroorganismen sind durch foto- und lithothrophen Aufbau von Biomasse sowie die 

heterotrophe Zersetzung organischen Materials entscheidend für die Funktion geochemischer 

Stoffkreisläufe und bilden zusammen mit Pflanzen die Basis aller Nahrungsketten [SEGURA 

PACHÓN 1998; CYPIONKA 2006; MADIGAN et al. 2012]. Mikrobielle Symbionten sind bei marinen 

Organismen [PAUL et al. 2006] und bei Pflanzen weit verbreitet. Sie ermöglichen z.B. die N2-

Fixierung (Rhizobia-Bakterien bei Leguminosen) [SOLTIS et al. 1995; GAGE 2004] oder 

gewährleisten die Nährstoffversorgung, (z.B. arbuskuläre Mykorrhiza-Pilze bei Koniferen) 

[JOHNSON et al. 1997; HOEKSEMA et al. 2018]. Bei allen Tieren (inkl. Menschen) ist das Mikrobiom 

unverzichtbar für die Verdauung, die Produktion von essentiellen Sekundärmetaboliten wie 

Vitaminen und ist Teil der Immunabwehr [HOOPER & GORDON 2001; GRICE & SEGRE 2003; 

GUARNER & MALAGELADA 2003; HUTTENHOWER et al. 2012; FINDLEY et al. 2013; GRICE et al. 2013]. 

Insekten sind wegen ihrer meist nährstoffarmen und schwer verwertbaren Nahrung in 

besonderem Maße auf assoziierte Mikroorganismen angewiesen, z.B. Darm-Endosymbionten bei 

Hämatophagen wie T. infestans oder Xylophagen wie Bockkäfern, Rüsselkäfern oder Termiten 

[BROOK 1964]. Sie sind möglicherweise auch an der Detoxikation pflanzlicher Defensivchemie 

beteiligt (s. H. hampei, E. amygdali), z.B. bei Herbivoren an Nachtschattengewächsen, Koniferen, 

oder Leguminosen (P. aubei, A. obtectus). 66 Ektosymbionten können der Wirtkolonisierung oder 

als Nahrung dienen [WIGGLESWORTH 1936; BROOKS 1964; BEARD et al. 2001 2002; 

BUSCHINGER 2003; DETTNER 2003b; LEVINSON & LEVINSON 2009; SCHMID et al. 2015]. 89 Mikrobielle 

Endosymbionten sind vermutlich stärker als bisher belegt involviert in Biogenese oder 

Modifikation von Signalstoffen [FRANCKE 2013]. 
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Neben Schadinsekten sind Mikroorganismen als Pflanzenpatogene hauptverantwortlich für 

Ernteausfälle in Land- und Forstwirtschaft [MORRISSEY & OSBOURN 1999]. Sie werden meist auf 

mehreren Wegen (s. X. euvesicatoria) und in der Regel auch von Arthropoden übertragen, z.B. 

das Feuerbakterium (Xylella fastidiosa, Xanthomonadaceae) durch Zikaden bei Oliven 

[LEYNS et al. 1984; CHATTERJEE et al. 2008; MORELLI et al. 2021]. Die Erreger des Ulmensterbens 

(Schlauchpilze, Ophiostoma spp.) werden durch Splintkäfer (Scolytus spp.) verbreitet 

[HUBBES 1988; SANTINI & FACCOLI 2015], Rostpilze (Pucciniales) u.a. durch Rüsselkäfer übertragen 

(s. P. castaneus, H. hampei). Der Mutterkornpilz (s. Schema 64) bei Getreide lockt mit süßem 

Pilzhonigtau Insekten zur Verbreitung seiner Konidien an [HARDY 1988; HEESE 2000; 

BUTLER et al. 2001; KNAUR et al. 2019]. Bei landwirtschaftlichen Erzeugnissen verursachen vor 

allem Pilze Verluste durch Fäulnis oder durch Bildung von Toxinen (z.B. Ochratoxine aus 

Aspergillus ochraceus bei Kaffee oder Patulin, L-131, bei Früchten) [VEGA et al. 1999; BRÄSE 

et al. 2009].  

Viele bedeutende Parasiten- (Plasmodium, Trypanosoma und Leishmania spp.) und einige 

Bakterieninfektionen (Borrelia oder Yersinia spp.) bei Menschen werden von Insekten 

übertragen (s. E.4.5). 96 Sie sind überwiegend in den Tropen und Subtropen entopisch, kommen 

aber zunehmend auch in gemäßigten Breiten vor (s. T. infestans und P. aubei). Pilze sind 

fakultative Pathogene bei allen höheren Tieren und humanmedizinisch vor allem bei 

Immundefiziten bedrohlich (s. C. albicans). Sowohl bei diesen Erregern als auch ihren Vektoren 

treten vermehrt Resistenzen auf [RUHNKE 1999; WHITTINGTON et al. 2014]. 

Insektenpathogene Bakterien (Wolbachia spp. und Bacillus thuringiensis) [KOZEK & RAO 2007; 

WERREN et al. 2008] oder Pilze [BERENBAUM & EISNER 2008] (z.B. Beauveria bassiana) bieten 

Möglichkeiten der biologischen Schädlingsbekämpfung (s. H. hampei und C. psidii) 

[BUTT & COPPING 2000; Vega et al. 2002; REDDY & GUERRERO 2010] (s. E.5).   

Chemische Ökologie 

Abseits der wenigen für Lebensmittelherstellung und Biotechnologie bedeutenden Arten (s. 

E.5) sind mikrobielle Sekundär-Metabolite bisher nur zu einem sehr kleinen Teil, überwiegend 

bei den medizinisch oder kommerziell relevanten Spezies untersucht [BÉRDY 2005; 

RUSSELL et al. 2013]. Von den mehr als 50.000 identifizierten Verbindungen zeigt etwa ein Drittel 

biologische Aktivität als Toxine [SCHNÜRER et al. 1999; BRÄSE et al. 2009], Cytostatika 

[GREVE et al. 2010; EVIDENTE et al. 2014] oder Antibiotika [TAKAHASHI & LUCAS 2008]. Bakterien und 

Pilze nutzen diese Verbindungen als chemische Waffen gegen konkurrierende Mikroorganismen. 

                                                           
96  Nobelpreise für Physiologie oder Medizin: 1902: Ronald ROSS (1857–1932) UK „Malaria“; 1905: Robert KOCH 

(1843-1910) D „Tuberkulose“; 1907: Alphonse LAVERAN (1845–1922) F „Protozoen als Krankheitserreger“; 
1927: Julius Wagner-JAUREGG (1857–1940) A „Malaria“; 1928: Christiaan EIJKMAN (1858–1930) F 
„Fleckfieber“; 1951: Max THEILER (1899–1972) ZA „Gelbfieber“; 1976: Baruch Samuel BLUMBERG (1925–2011) 
USA & Daniel Carleton GAJDUSEK (1923–2008) USA „Infektionskrankheiten“. 
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Sie sind daher potentielle Therapeutika oder Pestizide (s. E.5). Virulenzfaktoren zur Infektion 

ihrer Wirte sind bei pathogenen Spezies verhältnismäßig gut untersucht [HUECK 1998; 

GÜRLEBECK et al. 2006]. Hingegen sind nur einige hundert flüchtige Metabolite bei Bakterien und 

Pilzen bekannt. Bereits bei diesen zeigt eine sehr hohe strukturelle und biogenetische Diversität: 

einzigartige Strukturen wie Sodoferin (L-20, S.200), auch bei Insekten und Pflanzen identifizierte 

Semiochemikalien, z.B. acetogenine γ-Lactone (Scarabaeiden-Pheromone, wie L-31), Diole und 

Ketole (bei Cerambycidae, vgl. L-21), AS-Derivate wie Pyrazine (Ameisen-Spurpheromone, z.B. L-

69) und benzoide Aromaten (s. X. euvesicatoria), Terpenoide wie Sulcaton und Sulcatol (s. 

H. hampei,), Farnesene (s. A. obtectus, A. victrix), Isophoron (vgl. L-16, S.197), Dihydroactinidiolid 

(s. C. psidii), oder typische pflanzliche Mono- und Sesquiterpene wie Thujon (s. P. aubei), (E)-β-

Caryophyllen (L-15) oder E-DMNT (s. Yucca) [JELEŃ & WASOWICZ 1998; DICKSCHAT et al. 2005a,c; 

SCHULZ & DICKSCHAT 2007; KAI et al. 2009; KANCHISWAMY et al. 2015].    

Lange wurden mikrobielle Duftstoffe nur als Aromen von (fermentierten) Lebensmitteln, z.B. 

S-Methylthiopropionat (L-132) oder 1-Octen-3-ol (L-107), bzw. als Indikatoren für 

Ungenießbares betrachtet, z.B. (-)-Geosmin (L-133) und (-)-2-Methylisoborneol (L-134) 

[WEIMER et al. 1999; DICKSCHAT et al. 2005d; CANE et al. 2006; JUTTNER & WATSON 2007; SCHULZ & 

DICKSCHAT 2007]. Hingegen ist ihre biologische Funktion großteils nicht geklärt. Die meisten 

dürften als interspezifische Signale oder zur intraspezifischen chemischen Kommunikation 

dienen. Bisher sind nur wenige Botensoffe in Wirt-Gast-Beziehungen oder mikrobiellen 

Gemeinschaften bekannt [HOGAN et al. 2004; CHHABRA et al. 2005; WATERS & BASSLER 2005; 

WILLIAMS 2007; HUGHES & SPERANDIO 2008].   

Schema 64: Patulin (L-131, tetraketid aus 6-Methylsalicylsäure): antibakteriell, aus Aspergillus und 
Penicillium spp. [FORRESTER & GAUCHER 1972; SCOTT et al. 1973; PATTENDEN 1978];   Ergometrin (L-130): 
eines der Haupalkaloide aus Claviceps purpurea;   S-Methylthiopropionat (L-132): Aromastoff von 
Käse;   (-)-Geosmin (L-133) und (-)-2-Methylisoborneol (L-134): „off flavor compounds“ z.B. bei 
Kontamination von Trinkwasser;   (Z)-11-Methyl-2-dodecensäure (L-135): QS-Signal von Xanthomonas. 
campestris pv. Campestris.      

Mikroorganismen sind in der Lage, durch Austausch von (Primer-)Pheromonen 

(Autoinducern, z.B. 3OC12-Homoserinlacton, L-19, S.198, bei P. aeruginosa) die intraspezifische 

Populationsverteilung zu sondieren (Quorum-Sensing, QS) und Verhalten und Morphologie zu 
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koordinieren. So können planktonische Formen bei einer bestimmten Zelldichte zu 

kooperativem oder multizellulärem Verhalten wie Kolonie- oder Biofilmbildung übergehen. Dies 

dient dem Schutz und der Besiedelung eines Wirts und ist Voraussetzung für die Ausprägung 

von pathogenen oder symbiontischen Eigenschaften 97 [DONLAN & COSTERTON 2002; AN et al. 

2020]. QS-Systeme sind bei einigen Prokaryoten gut verstanden (beispielsweise steuert Z-11-

Methyl-2-dodecensäure, L-135, die Pathogenität von Xanthomonas campestris pv. campestris), 

aber nur bei wenigen einzelligen Eukaryoten nachgewiesen (s. C. albicans) [BARBER et al. 1997; 

CHUN et al. 1997; POPLAWSKY et al. 1998; DOW et al. 2003; WANG et al. 2004; WATERS & BASSLER 2005; 

TORRES et al. 2007; HE & ZHANG 2008; RYAN & DOW 2008]. Penicillium paneum produziert bei hoher 

Zelldichte 1-Octen-3-ol (99) zur vorübergehenden Blockade des Sporenkeimung [CHITARRA 

et al. 2004, 2005].  

Mikroorganismen registrieren zudem die Botenstoffe konkurrierender Spezies und reagieren 

mit Sekretion von Toxinen oder QS-Inhibitoren, mit Abbau artfremder Autoinducer (QS-

Quenching) oder mit Verhaltensänderung [WHEATLEY 2002; RASMUSSEN et al. 2005], z.B. hemmt 

sowohl das QS-Pheromon L-135 als auch L-19 die Filamentation bei C. albicans. Dagegen können 

flüchtige Verbindungen der Wirte die Hyphenbildung bei symbiontischen oder pathogenen 

Pilzen initiieren [AKIYAMA et al. 2005; HUGHES & SPERANDIO 2008].  

 

 

                                                           

97  z.B. Bioluminszenz bei Tintenfischen (Euprymna spp.) durch symbiontische Aliivibrio fischeri. Diese nutzen 

3OC6-HSL als QS-Signal zur Synchronisation [NEALSON & HASTINGS 1979; EBERHARD et al. 1981; STEVENS et al. 1994; 
WATERS & BASSLER 2005]. Möglicherweise sind auch bei Leuchtkäfern (Lampyridae) mikrobielle Symbionten an 
der Produktion von Lichtsignalen zur sexuellen Kommunikation beteiligt [FALLON  et al. 2018; RAMESH & BESSHO-
UEHARA 2021] 
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E.5 Anwendung und Perspektiven 

Die chemische Ökologie beschreibt die Beeinflussung von Physiologie und Verhalten durch 

chemische Signale.  

Ihre Erforschung bei Insekten, Pflanzen und Mikroorganismen sowie die synthetische 

Bereitstellung von Wirkstoffen und Testsubstanzen ist Voraussetzung für 

wissenschaftliche, medizinische, technische und landwirtschaftliche Anwendungen: 

Taxonomie und Evolution 

Chemische Kommunikation bei kooperativem Verhalten von Einzellern und Struktur-

verwandtschaften von Botenstoffen können Indizien für eine evolutionsbiologische Verbindung 

mit höheren Lebewesen sein: Gemeinsamkeiten von Semiochemikalien und Hormonen (s. 

Farnesol-Derivate, s. L-50, L-99, L-101, S.229 und C. albicans) oder eine Beteiligung von 

Mikroorganismen an der Pheromonproduktion bei Insekten. Mikroorganismen nutzen 

verbreitet den MEP-Weg zur Terpen-Biosynthese, bei Pflanzen hingegen wird er ausschließlich 

in den Plastiden beschritten (Endosymbiontenhypothese) (s. E.3.3) [FRANCKE & SCHULZ 1999; 

FRANCKE 2013]. 

Signalstoffe, die von verschiedenen Arten zur Kommunikation miteinander oder zum 

einseitigen Vorteil genutzt werden, können auf deren Coevolution hindeuten (s. Anh.G.1 und 

G.2), Mechanismen der Adaption verdeutlichen und Beziehungen in komplexen trophischen 

Systemen offen legen 98: z.B. Synomone zur Verteidigung (s. E.4.7) oder Bestäubung (s. Yucca 

spp. & Yucca-Motten) [PELLMYR 1992; PELLMYR & HUTH 1994; PELLMYR et al. 1996b], Wehrstoffe 

und Kairomone in antagonistischen Pflanze-Insekt- (Coffea & H. hampei, E. amygdali, 

I. rotundata) und Parasitiod-Wirt-Wechselwirkungen (T. infestans, T. turkestanica, A. victrix) 

[SCHOFIELD et al. 1999; SCHOFIELD 2000; NOIREAU et al. 2009; SCHOFIELD & GALVÃO 2009; WEIRAUCH & 

SCHUH 2011], chemische Mimikry zum Schutz (Megacyllene spp), mit Lockstoffen 

(C. dolichophylla) oder bei Solzialparasiten (P. breviceps) [EHRLICH & RAVEN 1964; BUSCHINGER 

1986; HICK et al. 1999; DOBLER 2001; RAGUSO 2004, 2008; COZZOLINO & WIDMER 2005; JERSÁKOVÁ 

et al. 2006; BERGSTRÖM 2008; VEREECKEN et al. 2012]. Die strukturelle und biosynthetische 

Komplexität von Peromonbouquets bei Insekten korrespondiert mit der phylogenetischen 

Diversität. Zwischenartliche Ähnlichkeiten oder innerartliche Variationen können 

Verwandtschaftsverhältnissen belegen und Prinzipien der Artenbildung aufzeigen (s. Pissodes 

spp, Illiberis spp. und E.2) [HAMILTON 1964; FRANCKE & VITÉ 1983; Vanderwel & Oehschlager 1987; 

                                                           
98  Iridoide als Wehrstoffe bei Ameisen, Sexuallockstoffe bei Blattläusen und Kairomone für Schlupfwespen, (s. 

A. victrix);   Spiroacetale als Alarmpheromone bei Wespen, als Wehstoffe bei Megacyllene spp., als 
Sexualpheromone bei E. solidaginis und Priming-Kairomone für S. altissima [TOOKER & HELMS 2014; 
YIP et al. 2021]. 



Anwendung und Perspektiven E.5 

 

251 

FRANCKE 1991, 2013; LÖFSTEDT et al. 1991; FRANCKE & SCHULZ 1999; TILLMAN et al. 1999; ROELOFS & 

ROONEY 2003; BYERS 2006; LASSANCE & LÖFSTEDT 2009, 2013; WICKLER-THOMAS 2011].   

Chemotaxonomische Methoden können ein zu Morphologie und Genetik komplementäres 

systematisches Kriterium bieten, z.B. Sexualpheromone bei Palmenrüsselkäfern (Abb.34) [PEREZ 

 et al. 1996b], Schlupfwespen (T. turkestanica, A. victrix) oder Rüsselkäfern (s. P. castaneus) 

[BERGSTRÖM 1981; JACKSON & MORGAN 1993; COPPÉE et al. 2011], und Auskunft geben über den 

physiologischen (C. dolichophylla) [LÖFQVIST & BERGSTRÖM 1980; SCHIESTL et al. 1997] bzw. 

onthogenetischen Zustand (oder die Kaste bei Heteropteren und Hymenopteren, P. breviceps) 

[FRANCKE et al. 1983; HÖLLDOBLER & CARLIN 1987; ROBINSON & VARGO 1997; BUSCHINGER 2003].   

Arten- und Naturschutz 

Monitoring-Techniken unter Verwendung von Semiochemikalien können helfen, 

eingewanderte Xenoorganismen (z.B Borkenkäfer, s. H. hampei, oder Gallmücken, s. E.4.5) 

[HILLBUR et al. 2005; KIKKERT et al. 2006; BODDUM et al. 2009] oder das Auftreten von Schädlingen (s. 

E. amygdali) auch bei geringer Individuendichte zu detektieren. Populationen von 

Bioindikatorspezies lassen sich mit Hilfe von Monitoring-Fallen auf Basis der Sexualpheromone 

überwachen (z.B. Zygaeniden, s. I. rotundata) [REINHARD 2005; SETTELE et al. 2008; WERMEILLE 

et al. 2014].  

Neue Wirkstoffe 

Verhaltensmodifizierende oder physiologisch aktive Naturstoffe aus Mikroorganismen, 

Pflanzen und Insekten können als Alternativen zu konventioneller Vektor- und 

Schädlingsbekämpfung einen Beitrag zum Umwelt- und Gesundheitsschutz leisten [PICKETT 

et al. 1997; SCHWAB 2000; WAY & VAN EMDEN 2000]. Sie sind ein Fundus für neue Leitstrukturen 

für Medikamente und Pestizide [BALANDRIN et al. 1985; FABRY et al. 1996, 1998; CHEEKE et al. 2006; 

ISMAN 2006; GUTIÉRREZ et al. 2008; DOSSEY 2011; KHALID et al. 2012; TU 2015]. 

Mikroorganismen dienen seit Beginn der Zivilisation der Herstellung von Lebensmitteln 99 

und werden heute darüber hinaus als Plattformen zur industriellen Darstellung von 

Spezialchemikalien und für Biotransformationen in der organischen synthetischen Chemie 

verwendet. 100 Ihre Wehrstoffe sind in erste Linie gegen Konkurrenten gerichtet. Besonders 

                                                           

99  z.B. Zuckerhefen (Saccharomyces spp.), Milchsäurebackterien (Lactobacillales) oder Schimmelpilze (u.a 
Penicillium spp.), zur Herstellung von Brot oder Käse, zur Konservierung von Milchprodukten und Gemüse, für 
die alkoholische Gährung oder andere Fermentationen (z.B. Candida spp. bei Kaffee) [AVALLONE et al. 2001; 
MASOUD et al. 2004]. 

100  Optimierte Stämme (z.B. der Backhefe Saccharomyces cerevisiae, von Escherichia coli oder des 
Schimmelpilzes Aspergillus niger) werden zur biotechnologischen Produktion von Aminosäuren, Vitaminen, 
Antibiotika, Hormonen (z.B. Insulin), Antikörpern oder Enzymen eingesetzt [Cantor 2000; ADRIO & 
DEMAIN 2003; ULBER & SOYEZ 2004]. Beispielsweise dienen Candida-Arten der Herstellung von Riboflavin oder 
Zitronensäure. Das Polysaccharid Xanthan aus Xanthomonas spp. hat als Verdickungsmittel in Lebensmitteln 



E Synopsis 

 

252 

Metabolite von mikrobiellen Pilzen, bilden die Basis für Klassen von Antibiotika (Penizilline, L-

136, und Streptomycine), Antiparasitika (z.B. Avermectine, L-137), Antikykotika (z.B. gegen 

C. albicans) [WAKSMAN et al. 1965] 101 und potentiellen Insektiziden (z.B. Citrinin, L-138) [ŌMURA & 

SHIOMI 2007; BRÄSE et al. 2009; GREVE et al. 2010; EVIDENTE et al. 2014] (Schema 65). 

Autoinducer und flüchtige Signalstoffe von Mikroorganismen bieten durch Kontrolle 

kollektiver Eigenschaften Ansatzpunkte für neue Therapeutika zur Bekämpfung 

antibiotikaresistenter Keime und für alternative Strategien im Pflanzenschutz, zur 

Steuerung biotechnologischer Prozesse oder zur Entwicklung umweltverträglicher 

Antifouling-Wirkstoffe [WILLIAMS 2002; Chhabra et al. 2005; KANCHISWAMY et al. 2015]. 

Schema 65: Penizilline, 6-Aminopenicillansäure-Derivate (L-136): z.B. aus Penicillium notatum;   
Avermectine, Glykoside von Polyketid-Makroliden mit Spiroacetal-Substruktur (L-137): aus 
Strahlenpilzen, z.B. Streptomyces avermitilis, neurotoxisch für Nematoden, Milben und Insekten;   
Citrinin (L-138): aus Penicillium citrinum [JEFFERYS et al. 1953; HE & COX 2016];  Azadirachtin (L-139): aus 
Samen des Neembaums (Azadirachta indica) [SCHMUTTERER 1990; VEITCH et al. 2007; 
ATAWODI & ATAWODI 2009].    

                                                                                                                                                                                     
und petrochemischen Produkten wirtschaftliche Bedeutung  [DEMAIN 2000a,b; COVIZZI et al. 2007; 
BELITZ et al. 2008]. Mikroorganismen oder mikrobielle Enzyme ermöglichen die hoch stereo- und 
enantioselektive Biokatalyse chemischer Reaktionen [ROBERTS 2000; KAYSER 2009] (s. T. infestans: 
enzymatische Reduktion unter Verwendung von S. cerevisiae).  

101  Nobelpreise für Physiologie oder Medizin:  
1945: Alexander FLEMING (1881–1955) UK „für die Entdeckung des Penizillins und seiner Heilwirkung bei 

verschiedenen Infektionskrankheiten“ 

1952: Selman Abraham WAKSMAN (1888–1973) USA „für die Entdeckung des Streptomycins, des ersten 
Antibiotikums gegen die Tuberkulose“: Aminocyclitolglycoside aus Streptomyces griseus. z.B. gegen 
P. aeruginosa 

2015: William C. CAMPBELL (* 1930 IRL) USA & Satoshi ŌMURA (* 1935) Jap „für ihre Entdeckungen betreffend 
eine neuartige Therapie für von Fadenwürmern verursachten Infektionen“, zusammen mit Tu YOUYOU (* 
1930) CN (Artemisinin) 104
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Etwa 2000 Pflanzen-Spezies mit insektiziden Eigenschaften sind bekannt [BALANDRIN 1985]. 

Ihre Wirkstoffe werden zur Schädlingsbekämpfung genutzt als Biopestizide (z.B. Pyrethroide, L-

129) sowie als Phago- und Ovipositionsdeterrents (z.B. Azadirachtin, L-139 102, s. T. ekebladella, 

oder ätherische Öle wie Citronella 103) [JACOBSON 1982; PETERSON & COATS 2001; FRADIN & DAY 

2002; ZWÖLFER 2003; ISMAN 2006; KOUL & WALIA 2009; CÉSPEDES & ALARCON 2011]. Endokrine 

Disruptoren (z.B. Juviabion, L-140, Schema 66) können bei Insekten die normale Entwicklung zur 

Geschlechtsreife verhindern [BOWERS et al. 1966; BOHLMANN et al. 1998a]. Cinchona-Toxine (L-141) 

und Artemisinin (L-142) 104 wirken antiprotozoisch gegen Plasmodien [HEMPELMANN et al. 2009; 

STRELLER & ROTH 2012; SCHÄFER 2014a,b], viele ätherische Öle sind antimikrobiell, z.B. von Neem 

[FABRY et al. 1996], Eukalytus [BATISH et al. 2008] oder Teebaum, u.a. auch gegen Candida spp. 

[HAMMER et al. 2003; CARSON et al. 2006; MONDELLO et al. 2006].   

Flüchtige und nicht flüchtige Signalstoffe aus Pflanzen sind ein wichtiger Bestandteil 

von Wirkstoffen zur Verhaltensmanipulation bei parasitären und herbivoren Insekten.  

Schema 66: Juviabion (L-140, Sesquiterpen): aus Balsamtannen, Abies balsamea, zeigt Anti-Juvenilhormon-
Aktivität z.B. bei Gemeinen Feuerwanzen, Pyrrhocoris apterus (unnatürliche Häutung, nur 
Larvenstadien) [SLAMA & WILLIAMS 1965; MANVILLE 1976] (Abb. 2),   Chinin (L-141): zus. mit 
strukturverwandten Alkaloiden, z.B. Chinidin, Inhaltsstoff des Chinarindenbaumes (Cinchona spp.), 
Verwendung als Malaria-Therapeutikum, als Lebensmittelbitterstoff [WOODWARD & DOERING 1945; 
RUDO et al. 2018] 105, für Katalysatoren in enantioselektiven Synthesen, z.B. der SHARPLESS-
Asymmetrischen Dihydroxylierung (s. T. infestans) [SHARPLESS et al. 1992 106; KOLB et al. 1994a; 
SONG 2009];   Artemisinin (L-142,Sesquiterpenoid): aus Einjährigem Beifuß (Artemisia annua) zur 
Behandlung von Plasmodien-Infektionen [MILLER & SU 2011; TU 2011; WEATHERS et al. 2013].    

                                                           

102  in der EU als Insektizid zugelassen ab 2014 [Richtlinie 2012/15/EU]. 

103  registriert in den USA als Insekten-Repellent: EPA-738-F-97-002. 

104  Nobelpreis für Physiologie oder Medizin 2015: Tu YOUYOU (* 1930) CN „für ihre Entdeckungen betreffend 
eine neuartige Therapie für Malaria“ [TU 2015], zusammen mit W. C. CAMPBELL (* 1930) USA & S. ŌMURA (* 
1935) Jap, (Avermectine) 101 

105  Nobelpreis für Chemie 1965: Robert B. WOODWARD (1917–1979) USA „für seine Arbeiten auf dem Gebiet 
der Naturstoffsynthesen“. 

106  Nobelpreis für Chemie 2001: Barry SHARPLESS (* 1941) USA „für seine Arbeiten über chiral katalysierende 
Oxidationsreaktionen“, zusammen mit William S. KNOWLES (1917–2012) USA und Ryōji NOYORI (* 1938) Jap 
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Neben dem Einsatz von Biotoxinen lässt sich auch über das chemische 

Kommunikationssystem Einfluss auf Insekten ausüben (s. E.5.1): Natürliche Signalstoffe lassen 

sich nicht nur als Verhaltensmanipulatoren einsetzen, sie sind auch Vorlage für synthetische 

Pheromon- und Hormon-Analoga, die in die natürliche Entwicklung, Pheromonproduktion oder 

Wahrnehmung eingreifen.  

Beispielsweise verhindern JH-Mimetika wie der synthetische Wachstumsregulator 

Fenoxycarb (L-143, vgl. JH-III, L-50, S.213, und Juviabion, L-140) die Geschlechtsreife und können 

die Sterilisation einer Generation bewirken [DE VILLAR et al. 1987; CHARMILLOT et al. 2002]. 

Synthetische, den Naturstoffen strukturverwandte Parapheromone 107 (z.B. L-144) können 

selektiv die artspezifische Kommunikation ausschalten: Sie stoppen als Inhibitoren für Enzyme 

eines produktnahen Biosyntheseschritts die Pheromongenese (z.B. Blockade von Acetogenin-

Δ11-Desaturasen oder β-Oxidasen) [GUERRERO & ROSELL 2005], beinflussen die endokrine 

Regulation (s. Anh.G.1.2) [ALTSTEIN et al. 2007; ALTSTEIN & NÄSSEL 2010; DONG & SONG 2012] oder 

stören die periphere olfaktorische Rezeption 108 [RENOU & GUERRERO 2000; REDDY & 

GUERRERO 2010].  

Bisher sind nur sehr wenige Botenstoff- und Hormonanaloga verfügbar und die bisher 

entwickelten Biopestizide zeigen nur geringe Artspezifität. Daher werden derzeit in 

erster Linie natürliche und naturidentische Pflanzen- und Insektensignalstoffe in 

integrierten Schädlingsmanagement-Programmen eingesetzt.  

                                                           

107  Von bekannten Pheromonstrukturen abgeleitet durch isosteren Austausch und nicht natürliche 
Strukturelemente, z.B. Formiate anstelle von Aldehyden oder Trifluormethylketone (TFMKs) und β-Thio-
TFMKs anstelle u.a. von Acetaten [GUERRERO & ROSELL 2005; REDDY & GUERRERO 2010]) 

108  Sie konkurrieren beim Transport durch duftstoffbindende Proteine (OBPs), zeigen Rezeptoraktivität jedoch 
eine andere neuronale Erregungskinetik [VAN DER GOES VAN NATERS & CARLSON 2006] oder blockieren die 
pheromonabbauenden Enzyme (PDEs) [MAIBÊCHE-COISNÉ et al. 2004] (s. Anh.G.1.2). Die Folgen sind erhöhte 
Wahrnehmungschwellen, unvollständige Aktivierung von Verhaltenskaskaden und zentralnervöse Störungen 
[BESTMANN & VOSTROWSKY 1982, 1993].  
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E.5.1 Alternative Schädlings- und Vektorbekämpfung 

Chemoökologische Methoden zur Schädlings- und Vektorbekämpfung sind essentiell für eine 

nachhaltige Landwirtschaft und zur Gesundherhaltung von Mensch und Natur (s. B.2).  

Integrierte Managementstrategien sind gesetzlich vorgeschrieben. 109 Ihr Ziel ist, durch 

Chemoökologische und biologische Methoden, Maßnahmen gegen Ein- und Verschleppung von 

Schadspezies sowie durch züchterische und kulturtechnische Verfahren 110, den Einsatz von 

umwelt- und humantoxischen Pestiziden zu minimieren, das Ausbringen genmanipulierter 

Organismen zu vermeiden und Biodiversität und natürliche Populationskontrolle zu erhalten 

[PICKETT et al. 1997; SCHWAB 2000; DETTNER & ZWÖLFER 2003; BEALE et al. 2006a; ISMAN 2006; 

COUTINHO-ABREU et al. 2010; FRANCKE & SCHULZ 2010; VANBLAERE et al. 2014].  

Natürliche Semiochemikalien zur Beeinflussung 

von Individualerhalten und Reproduktions-

vermögen chemotaktisch orientierter Insekten in 

Kombination mit biorationalen Wirkstoffe und 

biologischer Kontrolle (s. T. turkestanica, A. victrix) 

können geeignet sein, eine Schadpopulationsdichte 

nachhaltig unter die (ökonomisch definierte) 

Toleranzschwelle zu drücken (s. E. amygdali) 

[ROSENHEIM et al. 1995; PICKETT et al. 1997; 

ROSENHEIM 1998; VAN DRIESCHE 2003; COOK 

et al. 2007]. 111 Auch pestizidresistente oder 

verborgen lebende Schadinsekten können bereits bei geringer Befallsdichte bekämpft werden 

(s. Pissodes spp.). Nichtzielspezies und Nützlingsfauna werden kaum beeinträchtigt, 

Sekundärplagen und Resistenzbildung sind selten [CARDÉ & MILLAR 2003; DETTNER 2003b; 

REDDY & GUERRERO 2010; WITZGALL et al. 2010]. Repellente oder biozide Naturstoffe können in 

Vorratslägern synthetische Pestizide gegen synanthrope Schadorganismen ersetzen 

(A. obtectus) [REGNAULT-ROGER & HAMRAOUI 1995; PHILLIPS 1997; ADLER & SCHOELLER 2000; 

ADLER et al. 2002; LEE et al. 2003; ISMAN 2006; LEVINSON & LEVINSON 2009; KOSTYUKOVSKY & 

                                                           

109  Gesetz zum Schutz der Kulturpflanzen (Pflanzenschutzgesetz - PflSchG), 6. Feb. 2012 (BGBl. I S. 148, 1281); 
Anhang III der Richtlinie 2009/128/EG des Europäischen Parlaments und des Rates, 21. Okt. 2009. 

110  z.B. Habitat-Diversifikation, „intercropping“ von Nichtwirten, Anbau von „trap crops“. 

111  Die Einzelmaßnahmen zeigen meist eine geringere oder verzögerte Wirkung (z.B. botanische Insektizide, 
biologischer Bekämpfung, Mating disruption-Methoden). Sie sind arbeits- und zunächst kostenintensiver als 
konventionelle Methoden [DAMON 2000; COOK et al. 2007; REDDY & GUERRERO 2010]. Und sie erfordern Wissen 
über taxonomische, biologische und ökologische Zusammenhänge (z.B. Interaktionen mit Wirten, Nichtwirten 
und Konkurrenten) sowie über Timing, Umwelteinflüsse und apparative Realisierung (s. P. obesus) 
[DETTNER & ZWÖLFER 2003; WITZGALL et al. 2010]. 

Abb.33: C. pomonella-Larve auf Malus spp. 
Foto: [AT 2015]. 
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SHAAYA 2012] und Menschen und Nutztieren vor Parasiten und Krankheitsüberträgern schützen 

(s. T. infestans) [JACOBSON 1982; PETERSON & COATS 2001; PETERSON et al. 2002; ZWÖLFER 2003].   

Alternative Methoden scheitern häufig an mangelndem (chemo)ökologischen Wissen 

und fehlenden geeigneten oder teuren Wirkstoffen. 

Methoden  

Bei Verwirrungs- bzw. Konfusionstechniken werden, Sexuallockstoffe großflächig freigesetzt, 

um die natürliche sexuelle Geschlechterfindung zu unterbinden („mating disrution“) 

[COOK et al. 2007; WITZGALL et al. 2010]. Die entstehende diffuse Duftwolke überdeckt die 

gerichtete Lockfahnen der Sender und führt zu sensorischer Überreizung beim Empfänger (s. 

Anh.G.2) [CARDÉ & MILLAR 2003; REDDY & GUERRERO 2010]. Wegen der Komplexität der vieler 

Kommunikationssysteme (z.B. von Rüsselkäfern, s. P. aubei) werden agrotechnisch bisher vor 

allem Lockstoffe weiblicher Lepidopteren eingesetzt (gegen ca. 60 Spezies; z.B. Codlemon, L-145, 

zur Kontrolle von C. pomonella, Abb.33) [MINKS 1997; FEMENIA-FERRERI et al. 2007; WELTER & 

CAVE 2007; WITZGALL et al. 2008; SIEMINSKA et al. 2009].   

Diagnose- bzw. Monitoring-Fallen kommt eine zentrale Rolle zur Überwachung der 

Populationsdynamik zu 112 [CAMPBELL et al. 2002; DETTNER & ZWÖLFER 2003]. Sie werden 

kommerziell bei ca. 250 schädlichen Insektenarten eingesetzt, meist unter Verwendung ihrer 

Sexual- oder Aggregationspheromone, (z.B. bei C. pomonella, Borkenkäfern oder dem 

Kiefernspanner, B. piniaria, s. L-30, S.206) [FRANCKE et al. 1988, 1999]. Dadurch wird z.B. eine 

exakt getimte und niedrig dosierte Pestizidbehandlung erst nach Überschreiten einer 

Aktionsschwelle (s. E. amygdali) sowie die Evaluation der Methoden ermöglicht 

[BESTMANN & VOSTROWSKY 1982, 1993; WITZGALL et al. 2010; REDDY & GUERRERO 2010].  

Massenfang-Techniken kombinieren 

attraktive (chemische und optische) Reize mit 

populationsbegrenzenden Maßnahmen („trap-

and-kill“: alternative oder konventionelle 

Pestizide, physikalische Vorrichtungen). Die 

Wirkstoffe bleiben hier auf den Bereich der Falle 

lokalisiert, während bei Spray-Methoden über 

99% der eingesetzten konventionellen Gifte in 

die Umwelt gelangen [DETTNER & ZWÖLFER 2003]. 

„Mass trapping“ wird eingesetzt z.B. zur 

Kontrolle von Conotrachelus spp. und 

                                                           

112  Informationen über Abundanz, saisonale Flugcharakteristik, Dispersion oder reproduktiven Status 

Abb.34: Roter Palmenrüsselkäfer, R. ferrugineus, 
― 3 cm; Foto: [AT 2014] Aljezur Portugal. 113 
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Plamenrüsselkäfern, Rhynchophorus spp. 113 (z.B. mit dem Sexualpheromon L-92, S.226, von 

R. ferrugineus, s. Abb.34) [MOURA et al. 1997; Vincent et al. 1999; FALEIRO 2006], gegen Koniferen-

Solytinen („trap-out procedures“) sowie gegen ca. ein Dutzend Lepidopteren-Arten [DETTNER & 

ZWÖLFER 2003; WITZGALL et al. 2010].  

Durch Kombination mit Schreckstoffen im Befallsareal kann die Wirksamkeit der Lockfallen 

verbessert werden („push-pull“; z.B. bei Scolytinen). Bei sehr mobilen Schädlingen wie 

Borkenkäfern können Massenfallen spillover-Attacken verursachen. Nichtzielspezies mit 

verwandten Pheromon-Bouquets (z.B. bei Lepidopteren) und Nützlingen mit entsprechenden 

Kairomonen können als Beifänge dezimiert werden [MILLER & COWLES 1990; DAMON 2000; 

COOK et al. 2007; REDDY & GUERRERO 2010]. Alternativ zu Massenfallen lassen sich bei geringer 

Popolationsdichte attraktizide Partikel flächig ausbringen („attract-and-kill“, z.B. Codlemon-

Pyrethroid-Tröpfchen gegen C. pomonella) [IORIATTI & ANGELI 2002; STARÁ et al. 2008].   

Wirkstoffe  

In Attractants von „dual scent“-Fallen erhöhen „pull“-synergistische Nahrungsdüfte oder 

Wirtkairomone die Lockwirkung oder die Reichweite von Sexual- oder Aggregations-

pheromonen (s. C. psidii, P. obesus, P. aubei, H.hampei) [JACOBSON 1982; ISMAN 2006; EL-SAYED 

et al. 2008; GUÉDOT et al. 2008], z.B. pflanzliche Fermente bei R. ferrugineus [GIBLIN-DAVIS 

et al. 1996; OEHLSCHLAGER et al. 2002] oder GLVs für Angiospermen-Herbivore [DICKENS et al. 1990; 

WHITMAN &  ELLER 1990; LIGHT et al. 1993; REDDY & GUERRERO 2000; YANG et al. 2004]. Ovipositions- 

und Fraßstimulanzien können die Arretierung im Nahbreich verstärken, z.B. Farnesene oder der 

Birnenester (L-146) bei C. pomonella [SUTHERLAND & HUTCHINS 1972; SUTHERLAND et al. 1977].  

Als Repellents können arteigene Pheromone (Antiaggregationssignale bei Borkenkäfern, z.B. 

L-11, S.196) [BORDEN 1997; SCHLYTER & BIRGERSSON 1999; COOK et al. 2007; WITZGALL et al. 2010], 

Alarmpheromone (z.B. Farnesene bei Aphididae, s. A. victrix) [DAWSON et al. 1990] oder 

Ovipositions- bzw. Wirtmarker (s. L-12) eingesetzt werden [THIÉRY et al. 1995; 

NUFIO & PAPAJ 2001] (s.a. E. amygdali und H.hampei). Geeignete „push“-Synergisten sind 

Identifikatoren von Feinden (s. bei A. victrix) oder Konkurrenten (vgl. Pissodes spp. und Illiberis 

spp.), Semiochemikalien von Nichtwirten (z.B. Angiospermen-Düfte wie GLVs und Conophthorin 

bei Borkenkäfern [DICKENS et al. 1992; MOREWOOD et al. 2003; ZHANG & SCHLYTER 2004; COOK et al. 

2007; REDDY & GUERRERO 2010] sowie pflanzliche Fraß- oder Eiablagehemmstoffe wie Citronella- 

oder Neemöl (s. E.5) [PETERSON & COATS 2001; SHERWOOD 2007; KOUL & WALIA 2009; 

CAMPBELL et al. 2011; MAIA & MOORE 2011].   

                                                           

113  Rhynchophorus spp., (Curculionidae) sind bedeutende Fraßschädlinge und Überträger von Nematoden-
Infektionen [OEHLSCHLÄGER et al. 2002] bei Dattel-, Öl-, und Kokos-Plamen in Südostasien und als invasive 
Schädlinge im Mittelmeerraum [MURPHY & BRISCOE 1999]. Adulte sind häufig Pestizid-unempfindlich, die 
Larven im Palmenherz verborgen.  
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Schema 67: Fenoxycarb (L-143): Juvenilhormon-analoger Entwicklungshemmer;   (E,E)-8,10-dodecadienyl-
TFMK (L-144): Codlemon-Parapheromon [GUERRERO & ROSELL 2005; REDDY & GUERRERO 2010];   (E,E)-
8,10-Dodecadienol (Codlemon, L-145): Sexualpheromonhauptkomponente von Apfelwickler-♀♀ [ARN 

et al. 1985; WITZGALL et al. 2001];   Ethyl-(2E,4Z)-2,4-decadienoat (Birnenester, L-146): Wirtkairomon 
von Kernobstgewächsen (Pyrinae) für C. pomonella [KNIGHT & LIGHT 2001; LIGHT & KNIGHT 2005; EL-
SAYED et al. 2013a].    

Biopestizide (z.B. Pyrethroide, L-129) können in „kill“-Methoden umweltpersistente 

Insektizide ersetzen [BALANDRIN 1985; KÜHNE 2001]. Natürliche oder synthetische Antihormone 

lassen sich zusammen mit Lockstoffen in „trap-and-effect“-Fallen einsetzen (z.B. Juviabion, L-140, 

oder Fenoxycarb, L-143, Schema 67) [WIGGLESWORTH 1963; CHARMILLOT et al. 2002; DETTNER & 

ZWÖLFER 2003]. Auch Azadirachtine (L-139) wirken nicht nur als Repellents sondern 

unterbinden zudem als Ecdysteroid-Agonisten die Häutung [BOWERS et al. 1976; SOCHA 1993; 

MITCHELL et al. 1997; ATAWODI & ATAWODI 2009; CUSSON et al. 2012]. Parapheromone zur Blockade 

von Enzymen der Pheromonbiosynthese oder von antennalen Rezeptoren finden Einsatz als 

„mating-disruptant“-Stoffe (z.B. E,E-8,10-dodecadienyl-TFMK, L-144, bei C. pomonella) 

[MCDONOUGH et al. 1996; GINER et al. 2009].   

Biologische Bekämpfung 

Insekten- bzw. pflanzenpathogene Viren, Pilze (z.B. Beauveria bassiana) und Bakterien 

(Bacillus thuringiensis) oder Nematoden bieten die Möglichkeit zur Kontrolle von Schadinsekten 

und Unkräutern. „Attract-and-effect“-Methoden können Insekten artselektiv infizieren. 114 Auch 

Pflanzenkrankheiten lassen sich durch mikrobielle Antagonisten (z.B. Candida und Trichoderma 

spp.) bekämpfen [ROSENHEIM et al. 1995; BUTT & COPPING 2000; RAJAMANI & NEGI 2021].  

                                                           

114  Wirtselektive Stämme des Schlauchpilzes Beauveria bassiana werden zur Bekämpfung von z.B. Blattläusen, 
Käfern (H. hampei, C. psidii, P. obesus, A. obtectus), Wanzen (Triatoma spp.) und Schmetterlingen eingesetzt 
bzw. getestet [LUZ et al. 1999, 2004; BUTT et al. 2001; BUSTILLO et al. 2002; PADIN et al. 2002]. 
Bacillus thuringiensis produziert stammspezifische, kristallisierende Proteine, die für jeweils bestimmte, 
taxonomisch verwandte Insektenarten toxisch sind. Spays werden z.B. zur selektiven Bekämpfung von Aedes- 
und Anopheles-Moskitos eingesetzt (s. E.4.3). Transgene, Bt-toxinproduzierene Pflanzen sind resistent gegen 
bestimmte Herbivore z.B. Maiszünsler (Ostrinia nubilalis) [HUSZ 1930; SCHNEPF et al. 1998; BRAVO et al. 2007; 
KAISER-ALEXNAT 2008; SANAHUJA  et al. 2011]. 
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Verhaltenslenkende chemische Signale, z.B. Wirt- oder 

Beutekairomone, könnten dazu geeignet sein, endemische 

Nutzinsekten in einem Befallsareal zu konzentrieren: 

Sexualpheromone von Lepidopteren, s. E.4.1 und 

T. turkestanica; Alarmpheromone von Aphiden, z.B. L-105 

und L-104, s. E.4.4 und A. victrix; oder pflanzliche HIPVs wie 

L-32, Z-Jasmon, L-128, oder Methyljasmonat, L-127, S.244). 

Auch das Potential von Signalstoffen (z.B. von Herbivoren) 

als Primer und Induktoren der autogenen Pflanzenabwehr 

ist bisher kaum untersucht (E. solidaginis, E.4.1) 

[SCHULZ et al. 1993b; TURLINGS et al. 1995; DICKE & VAN LOON 

2000; REDDY et al. 2002; POWELL & PICKETT 2003; BALDWIN 

et al. 2006; PIETERSE et al. 2006; COOK et al. 2007; BIRKETT 

2010; REDDY &  GUERRERO 2010] (s.a. Yucca).  

Abb.35: D. elpenor-Raupe auf Kleinem Springkraut (Impatiens  

        parviflora), Maßstab: 3 cm, Foto: [AT 2015], Hamburg. 

Entomophage (Schlupfwespen sensu lato, T. turkestanica, sowie Raubmilben, -käfer und  

-wanzen, z.B. Reduviidae) werden vor allem in Gewächshäusern oder Lägern erfolgreich 

eingesetzt (s. A. obtectus). Trichogrammatiden werden auch im Freiland z.B. gegen Apfelwickler 

ausgebracht [STEIN 1960; PINTO et al. 2002a; DETTNER & ZWÖLFER 2003; BÄR 2009]. Erfolgs-

entscheidend ist das Monitoring von Schad- und Nützlingspopulationen, z.B. unter Verwendung 

ihrer Sexualpheromone [SUCKLING 2000; STENGÅRD-HANSEN et al. 2006].  

Dagegen gelingt die biologische Unkrautbekämpfung durch (nicht unter allen Umständen 

monophage) Herbivore bisher nur in wenigen Fällen. Beispielsweise könnte der heimische 

Mittlere Weinschwärmer (Deilephila elpenor, Abb.35) 115 die Ausbreitung von invasivem 

I. glandulifera (Abb. 4) begrenzen [BEERLING & PERRINS 1993; HILL 1998; WHEELER et al. 2002; 

DETTNER & ZWÖLFER 2003; TANNER 2011].  

Die Ansiedelung von (nicht entopischen) „Nutz“-Insekten und –Mikroorganismen birgt die 

Gefahr einer Schädigung von Nichtzielspezies (s. T. ekebladella) und scheitert häufig an 

Einflüssen weiterer trophischer Ebenen (z.B. Räuber, Konkurrenten oder Hyperparasitoide wie 

A. victrix, s.a. P. castaneus) [ROSENHEIM et al. 1995; PICKETT et al. 1997; ROSENHEIM 1998; 

SCHWAB 2000; WAY & VAN EMDEN 2000; BUTT et al. 2001; VAN DRIESCHE & HODDLE 2003].  

                                                           

115  Sexualpheromon: (E)-11-Hexadecenal (E-L-76) und  (E,E)-Bombykal (10E,12E-Hexadecadienal, L-3, 
Schema 2) [BESTMANN et al. 1992b; UEHARA et al. 2012]. 
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F1.1 Einleitung und Zielsetzung 

Die Mandelsamenwespe Eurytoma amygdali 

ENDERLEIN 1907 (Eurytomidae) ist ein 

Fruchtparasit von Steinobstgewächsen 

(Amygdaleae) der Untergattung Amygdalus. Sie 

ist der bedeutendste Schädling an 

Mandelbäumen (Prunus dulcis WEBB 1967) im 

östlichen Mittelmeerraum und in Südwestasien. 

Die Eurytomiden mit ca. 1.300 Arten bilden 

eine von 19 Familien der Erzwespen 

(Chalcidoidea: Apocrita: Hymenoptera). 

Eurytoma ist die größte von ca. 90 Gattungen 

und umfasst etwa 900 Spezies. Die meisten von 

ihnen leben im Larvenstadium als idiobionte Ectoparasitoide bei Käfern, Hautflüglern oder 

Schmetterlingen [NOYES & PITKIN 2004; BISBY et al. 2011; DELVARE et al. 2014] (vgl. E. solidaginis, 

A. obtectus, P. castaneus). Ein kleiner Teil entwickelt sich als Fructivore oder Herbivore 

besonders an Rosengewächsen (Rosaceae) [ZERVOVA & FURSOV 1991].   

F1.1.1 Entomologie  

Die tagaktiven adulten Wespen sind fast völlig schwarz (Abb. 36), die Weibchen erreichen 

eine Körperlänge von 7-8 mm, die Männchen von 4-6 mm. In der Regel entwickelt sich eine 

Generation pro Jahr. Die Männchen schlüpfen im Frühsommer einige Tage vor den Weibchen. 

Nach Dispersionsflug und Imaginalfraß findet die Kopulation statt. Ein Weibchen legt insgesamt 

ca. 150 Eier und injiziert jeweils ein einziges in die Schale einer unreifen, bevorzugt nicht von 

Artgenossen parasitierten Mandelfrucht (Abb. 37) [PLAUT 1971]. Anschließend sterben die Tiere. 

Die Larven sind resistent gegen cyanogene Glycoside (Amygdalin und Prunasin, L-70) der 

Wirtspflanze (s. E.3.5). Sie schlüpfen nach 12-18 Tagen und entwickeln sich geschützt vor 

Feinden im Endosperm. Nach einem ca. siebenwöchigen Fraßstadium fallen sie in Diapause, um 

im Inneren der am Baum verbleibenden, mumifizierten Frucht (Abb. 38) zu überwintern. Anfang 

April bis Mitte Mai verwandelt sich die Larve in eine imagoähnliche Puppe, aus der die 

geschlechtsreifen Insekten nach weiteren zwei Wochen schlüpfen.   

Bei hohem Befall in unbehandelten Plantagen können die Ernteausfälle bis zu 90% betragen 

[TALHOUK 1966, 1977; KLAPPERICH 1968; MENTJELOS & ATJEMIS 1970; PLAUT 1972, PLAUT & 

MANSOUR 1973].  

Abb. 36: E. amygdali-♂, Foto: [© Csóka 2010]. 
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F1.1.2 Schädlingsbekämpfung 

Die Larven im Mandelkern sind für eine 

chemische Bekämpfung unzugänglich. 

Insektizide sind bei Imagines nur während 

der kurzen Flugzeit und bei frisch 

geschlüpften Larven (innerhalb von ca. 

sechs Tagen, 2-3 Wochen nach Erscheinen 

der Männchen) effektiv. Da das Ende der 

Diapause saisonal von den Witterungs-

bedingungen beeinflusst wird [TZANAKAKIS 

& VEERMAN 1994], werden Organophosphat- 

oder systemische Pyrethroid-Insektizide 116 

wiederholt und über bis zu zwei Monate 

ausgebracht [TALHOUK 1966; KATSOYANNOS 

et al. 1992].   

Alternative Methoden der Schädlingsbekämpfung beschränken sich auf kosten- und 

arbeitsintensives Absammeln und Verbrennen der toten Früchte vor dem Schlüpfen der 

Wespen. Der Einsatz natürlicher Feinde wie Räuber oder Parasitoide scheitert an geringen 

Parasitierungsraten und mangelnder Kenntnis der komplexen oligotrophischen Beziehungen 

[DOĞANLAR et al. 2006].  

Die Pestizidmenge lässt sich allerdings durch optimiertes Timing der Applikation reduzieren. 

Dies erfordert ein Monitoring der Flugaktivität der Männchen. Dazu wurden bisher Fallen mit 

virginen Weibchen bzw. potenziellen Sexuallockstoffen getestet [PITTARA & KATSOYANNOS 1985; 

KATSOYANNOS et al. 1992; ATHANASSIOU et al. 2008].  

                                                 
116

  Phosalon oder λ-Cyhalothrin; bis 2003 Phosphamidon; früher Lindan, DDT 

Abb. 37: E. amygdali-♀ auf einer Mandel 

(P. dulcis), Foto: [© DUMAS 2008b]. 
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F1.1.3 Chemische Ökologie 

Über verhaltensbeeinflussende Substanzen bei Eurytomidae ist wenig bekannt. Gleiches gilt 

für chemische Kommunikation innerhalb der gesamten Teilordnung der Legimmen 

(Terebrantia) [AYASSE et al. 2001] (vgl. T. turkestanica, A. victrix). Hinweise auf die Existenz eines 

Sexualpheromons bei E. amygdali lieferten Verhaltenstest an Männchen, die von virginen 

Weibchen und deren Extrakten angelockt werden [PLAUT 1971; PITTARA & KATSOYANNOS 1985; 

KROKOS et al. 1999]. In Solid-Phase Micro-Extrakten (SPME) der Cuticula sowie in Ganzkörper- 

und Thorax-Extrakten (Hexan-Fraktion) wurden überwiegend nicht geschlechtsspezifische 

langkettige, gesättigte und einfach ungesättigte Kohlenwasserstoffe gefunden. Zudem wurden 

zwei für virgine Weibchen spezifische Substanzen Ea.A und Ea.B als (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien 

und (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien identifiziert [KROKOS et al. 1999, 2001] (Schema 68). Beide lösten 

in verhaltensphysiologischen Labortests bei Männchen das Paarungsverhalten aus. Mit einem 

Gemisch im natürlichen Verhältnis von 7:3 gelang zum ersten Mal im Feldversuch die Attraktion 

von Männchen einer Eurytomiden-Art durch ein synthetisches Bouquet des Pheromons der 

Weibchen [MAZOMENOS et al. 2004].  

Im Rahmen einer integrierten Schädlings-

bekämpfung werden derzeit auf dieser Basis 

Lockstofffallen zum Populations-Monitoring 

getestet. Die Lockwirkung des synthetischen 2-

Komponenten-Gemischs erreicht jedoch erst bei 

unphysiologisch hohen Mengen diejenige von 

gefangenen Weibchen [MAZOMENOS et al. 2004] und 

ist für die Verwendung in Massenfallen nicht 

ausreichend. Auch der Einsatz von Pheromon-

Dispensern zur sexuellen Verwirrung erscheint 

möglich. Die Diene mindern jedoch erst in sehr 

hoher Konzentration die Paarungsaktivität 

[Mazomenos et al. 2004]. Beides deutet auf ein 

unvollständiges Pheromon-Bouquet hin. 

Botenstoffe, welche die Tiere zur Wirtfindung nutzen, sind unbekannt [KOULOUSSIS & 

KATSOYANNOS 1994]. Gleiches gilt für ein intraspezifisches Wirtmarkierungs-Pheromon, von dem 

einige Autoren annehmen, dass es die Weibchen nicht parasitierte Früchte zur Eiablage 

auswählen lässt [KLAPPERICH 1968; PLAUT 1971; KOULOUSSIS & KATSOYANNOS 1991, 1993] (vgl. 

Yucca spp., T. turkestanica, A. victrix, C. psidii). 

Abb. 38: Mumifizierte Mandeln (P. dulcis), 

Miliou, Zypern, Foto:  [AT 2019]. 
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F1.1.4 Zielsetzung 

Ziel dieser Arbeit war die Identifizierung, Strukturaufklärung und Synthese möglicher 

fehlender Komponenten des Sexualpheromons von E. amygdali-Weibchen. Zudem sollte durch 

unabhängige Synthese die Identität der von KROKOS et al. [1999] gefundenen Naturstoffe 

überprüft werden. Synthetische Proben aller potentiell biologisch aktiven Verbindungen sollten 

elektrophysiologische und Verhaltenstests ermöglichen. 

F1.2 Analyse der Naturextrakte 

In Hexan-Extrakten von E. amygdali-Weibchen wurden wie erwartet die Verbindungen  

Ea.A (M+ = 320; Kovats Index = 2272, Verwendung von HP-5 als gaschromatographische Trenn-

flüssigkeit) und Ea.B (M+ =348; KIHP5 = 2473) gefunden (Massenspektren s. Graphik 32).  

Graphik 32: 70 eV-Massenspektren (GC/MS) der Naturstoffe Ea.A und Ea.B in Hexan-Extrakten von 

E. amygdali-♀♀.  

Bedingungen: GC/MS: Fisons GC 8060/MD 800; CP8912, 30 m, 60/5-10-300. 
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Die Extrakte enthielten zudem in geringer Konzentration zwei weitere geschlechtsspezifische 

Substanzen Ea.C und Ea.D, die jeweils kurz vor den beiden Hauptkomponenten eluieren: 

KIHP5 = 2264 bzw. KIHP5 = 2464. Die 70 eV-Massenspektren von Ea.C und Ea.D sind in Graphik 33 

gezeigt. 

Graphik 33: 70 eV-Massenspektren (GC/MS) der Naturstoffe Ea.C und Ea.D in Hexan-Extrakten von 

E. amygdali-♀♀.  

Fisons GC 8060/MD 800. 

 

Darüber hinaus wurde eine Spurenkomponente, Ea.E, mit KIHP5 = 2183 gefunden, deren 

Massenspektrum Ähnlichkeiten mit denen von Ea.A und Ea.B, jedoch ein charakteristisches 

Signal m/z 248 zeigt [W. FRANCKE, unpub.].  
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F1.3 Strukturaufklärung 

F1.3.1 Strukturhypothese 

Die Naturstoffe Ea.A und Ea.B zeigen Massenspektren typisch für langkettige 

Kohlenwasserstoffe. Ihre Molekülmassen von M+ = 320 bzw. M+ = 348 entsprächen unter dieser 

Annahme Summenformeln von C23H44 bzw. C25H48. Die Fragmente m/z 110 und m/z 222 bzw. 

m/z 250 [M+-98] sind charakteristisch für 6,9-Diene. Zur Überprüfung der Strukturen sowie für 

biologische Tests wurden (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) und (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2) 

synthetisiert (Schema 68). 

Schema 68: (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) und (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2) zur Überprüfung der bei 

E. amygdali-♀♀ identifizierten Sexualpheromon-Komponenten. 

Die massenspektrometrische Fragmentierung von Ea.C und Ea.D weist auf acyclische, 

unverzweigte Polyene hin. Aus den Molekülionen M+ = 318 und M+ = 346 ergeben sich dann die 

Summenformeln C23H42 bzw. C25H46 mit jeweils drei Doppelbindungsäquivalenten. Beide 

Verbindungen zeigen mit m/z 108, dem Paar m/z 79, 80 und [M+-56] die für homokonjugierte 

3,6,9-Trienen charakteristische Fragmentierung [WONG et al. 1984a; MILLAR 2000; 

ANDO et al. 2004; YAMAKAWA et al. 2011] (Schema 69B). 117  

Schema 69: Charakteristische massenspektrometrische Fragmentierung von A: „Linol-Typ“-Dienen und B: 

„Linolen-Typ“-Trienen.  

                                                 
117

  Zur massenspektrometrischen Fragmentierung von Typ II-Polyenen s.a. T. ekebladella (F2.3.4.1). 
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Eine strukturelle und biosynthetische Verwandtschaft mit den jeweils zwei Masseneinheiten 

schwereren Verbindungen Ea.A (C23H44) bzw. Ea.B (C25H48) ist naheliegend. Nach Vergleich mit 

publizierten massenspektrometrischen Daten [BELL & MEINWALD 1986; CABRERA et al. 2001; 

CHEN et al. 2010; YAN et al. 2014] wurden für die Naturstoffe Ea.C und Ea.D die Strukturen 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4) postuliert 

(Schema 70). Diese sind die korrespondierenden „Linolen-Typ“-Triene zu den beiden „Linol-

Typ“-Dienen Ea.1 und Ea.2 (Schema 68). 

Schema 70: Strukturpostulate für unbekannte Verbindungen bei E. amygdali-♀♀:  

Ea.C: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) und Ea.D: (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4). 

Das Fragmentierungsmuster von Ea.E deutet auf eine langkettige Dienyl-Verbindung hin. Das 

Ion m/z 248 könnte durch Abspaltung von Essigsäure aus einem Molekülion M+ = 308 entstehen 

[NAKA et al. 2006; ANDO & YAMAKAWA 2011]. Als mögliche Struktur wurde 3,13-

Octadecadienylacetat (Ea.5) vermutet (Schema 71) [FRANKE & FRANCKE, unpub.]. 

Schema 71: Mögliche Struktur für die unbekannte Verbindung Ea.E bei E. amygdali-♀♀:  

Octadeca-3,13-dien-1-ylacetat (Ea.5). 
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F1.3.2 Syntheseplanung  

Die Zielverbindungen Ea.1 bis Ea.4 sollten sich nach einem biomimetischen Ansatz ausgehend 

von kommerziell erhältlichen Linol- bzw. Linolensäureestern (a) darstellen lassen 

[CONNER et al. 1980; JAIN et al. 1983; UNDERHILL et al. 1983; WONG et al. 1985; BELL & MEINWALD 1986; 

ANDO et al. 1993, 1995]. Diese Edukte liefern C18-Bausteine mit homokonjugierten 6,9- bzw. 3,6,9-

Polyen-Systemen in all-Z-Konfiguration. Die jeweiligen Fettalkohol-Halogenide oder -Tosylate 

(b) könnten dann durch SCHLOSSERs Cu(I)-katalysierte Kupplung mit GRIGNARD-Reagenzien (c) 118 

[COREY & POSNER 1967; FOUQUET et al. 1974; SCHLOSSER 1974; CHAPMAN et al. 1978] um fünf bzw. 

sieben Kohlstoffe zu den 6,9-Dienen und 3,6,9-Trienen (d) verlängert werden 119 (Schema 72). 

Schema 72: Retrosynthese zur Darstellung von (6Z,9Z)-Alka-6,9-dienen und 

(3Z,6Z,9Z)-Alka-3,6,9-trienen einer Kettenlänge mit Cn>18. 

 

                                                 
118 Nobelpreis für Chemie 1912: Victor GRIGNARD (1871–1935) F „für das von ihm aufgefundene sog. 

Grignard’sche Reagenz, das in hohem Grad den Fortschritt der organischen Chemie gefördert hat“. 
119 Organomagnesiumhalogenide [GRIGNARD 1912 ; NORMANT 1972a; ASHBY & OSWALD 1988] sind als 

Nukleophile in SN2-Reaktionen an sp
3
-hybridisierten Kohlenstoffatomen ungeeignet. Mit Alkylhalogeniden 

oder -tosylaten reagieren sie nicht oder wegen zahlreicher Nebenreaktionen (radikalische Reduktion zum 

Kohlenwasserstoff, X-Metall-Austausch, Ummetallierungen, Eliminierungen) nur mit schlechten Ausbeuten. 

Unter Cu(I)-Katalyse gelingt die Kreuzkupplung primärer Substrate und Reagenzien jedoch mit hoher 

Chemoselektivität und guten Ausbeuten [ERDIK 1984; SAMAIN et al. 1978; MORI 1974] (s. Anh. G.3.1). 
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F1.3.3 Synthese 

Zur Synthese der all-Z-konfigurierten 6,9-Diene Ea.1 und Ea.2 (Schema , S.269) sowie der 

3,6,9-Triene Ea.3 und Ea.4 (Schema 70, S.270) wurden kommerziell erhältlicher Linolsäureethyl-

ester (#80) bzw. Linolensäureethylester (#83) mit Lithiumaluminiumhydrid zu den 

entsprechenden Fettalkoholen (9Z,12Z)-Octadeca-9,12-dien-1-ol (#81) bzw. (9Z,12Z,15Z)-

Octadeca-9,12,15-trien-1-ol (#84) reduziert. Diese wurden mit N,N-Dimethylaminopyridin 

(DMAP) als Katalysator [HÖFLE et al. 1978; CHAUDHARY & HERNANDEZ 1979b] und mit Triethylamin 

(TEA) als Säurefänger in ihre Tosylate (#82) bzw. (#85) umgewandelt [CONNER et al. 1980; 

JAIN et al. 1983; BELL & MEINWALD 1986] (Schema 73 und Schema 74). 

Schema 73: Synthese von (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) und (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2). 

Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 4 h;    

ii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM, -20 °C bis RT 4 h;    

iii) 1) CuI, THF, -90 °C,  2) #87 bzw. #89, bis RT 16h. 
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Die Kettenverlängerung erfolgte jeweils durch Cu(I)-vermittelte Kreuzkupplung unter 

striktem Feuchtigkeits- und Luftausschluss bei T < -78 °C. Aus Linolyltosylat (#82) wurden mit  

n-Pentylmagnesiumbromid (#87) bzw. n-Heptylmagnesiumbromid (#89) die Zielverbindungen 

(6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) bzw. (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2) mit Ausbeuten von 84% 

bzw. 89% erhalten. Analog wurde Linolenyltosylat (#85) zu (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) 

bzw. (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4) verlängert (Ausbeuten: 86%, 88%) (Schema 73 und 

Schema 74) [NUNOMOTO et al. 1981, 1983; UNDERHILL et al. 1983; WONG et al. 1985; 

BELL & MEINWALD 1986; ANDO et al. 1993, 1995; TAYLOR 1994; NAKAMURA & MORI 2000; 

TAI et al. 2002; WALKER et al. 2009]. Die GRIGNARD-Lösungen wurden frisch aus kommerziell 

erhältlichem 1-Brompentan (#86) bzw. 1-Bromheptan (#88) bereitet.   

Schema 74: Darstellung von (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-

trien (Ea.4). 

Bedingungen: s. Schema 73. 
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F1.3.4 Strukturbeweis 

Die Massenspektren der synthetischen 6,9-Diene Ea.1 und Ea.2 sind in Graphik 34 abgebildet.  

Graphik 34: 70 eV-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) und 

synthetischem (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-trien (Ea.2). 

Bedingungen: Agilent GC 7890A/MSD 5975C inert XL; HP-5ms, 60 m, 50/3-3-80-5-150-7.5-300. 

Mittels GC/MS-Analyse wurde die Identität dieser Diene mit den beiden Naturstoffen Ea.A 

und Ea.B bestätigt.  
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In Graphik 35 sind die Massenspektren von synthetischem (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien 

(Ea.3) und synthetischem (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4) gezeigt. 

Graphik 35: 70 eV-Massenspektren (GC/MS: Fisons GC 8060 / MD 800) der synthetischen Polyene 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4).  

Bedingungen: Agilent GC 7890A/MSD 5975C, HP-5ms, 60 m, 50/3-3-80-5-150-7.5-300. 

Die 70 eV-Massenspektren sowie die gaschromatographischen Retentionszeiten (HP-5) der 

3,6,9-Triene Ea.3 und Ea.4 sind identisch mit denen der Naturstoffe Ea.C und Ea.D bei Weibchen 

von E. amygdali (Graphik 33, S.268).  

Die Verifizierung der Strukturen erlaubt eine detailliertere Interpretation der gemessenen 

Massenspektren.  
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Die charakteristische Fragmentierung des homokonjugierten Systems ist eine Umlagerung 

vom MCLAFFERTY-Typ (ML) unter Wanderung eines allylischen Methylen-Wasserstoffs. Dabei 

erhält bevorzugt das Wasserstoff-übertragende Fragment die Ladung [WONG et al. 1984a; 

MILLAR 2000; ANDO et al. 2004; YAMAKAWA et al. 2011] (s. F1.3.1, S.269).  

Bei allen 6,9-Dienen („Linol-Typ“) erzeugt diese Umlagerung unter Bruch der Bindung C8-C9 

das charakteristische Fragment m/z 110 (C1 bis C8, „Olefin-Seite“) (Schema 75A). Der 

Folgezerfall liefert die intensivsten Ionen ihrer Spektren: m/z 95, m/z 81 und m/z 67 (s. 

Graphik 34). Die zweite ML-Typ-Fragmentierung (Bruch von C7-C8) erzeugt ein Ion [M+ - 98] auf 

der „Alkyl-Seite“, welches Auskunft über die Kettenlänge des Diens gibt. Tricosa-6,9-dien (Ea.1) 

liefert so das diagnostische Fragment m/z 222 entsprechend [C16H30
+] und Pentacosa-6,9-dien 

(Ea.2) das Ion m/z 250 [C18H34
+]. Die typische Reihe geradzahliger Ionen entsteht durch 

Abspaltung homologer ungesättigter Neutralfragmente aus dem Molekülion, jeweils unter Transfer 

eines Wasserstoffatoms aus dem gesättigten Alkylrest auf das Doppelbindungs-System 

[MILLAR 2000; CHEN et al. 2010; ANDO & YAMAKAWA 2011]. Die Allyl-Spaltung (Bruch von C11-C12) 

liefert m/z 151. Das Ion m/z 96 sowie das für ω1,ω3- und ω3,ω5-Diene charakteristische C6-

Fragment m/z 82 [ANDO et al. 1985, 1988; ANDO & YAMAKAWA 2011] könnten Tochterionen nach 

α-Spaltung sein (vgl. T. turkestanica).   

Schema 75: Massenspektrometrische Fragmentierung von Alkadienen und Alkatrienen am 

Beispiel von (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien 

(Ea.4).  

Bildung der charakteristischen geradzahligen Fragmente durch MCLAFFERTY (ML)-

Umlagerung. 
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Triene vom „Linolen-Typ“ zeigen in Folge der MCLAFFERTY-Umlagerung ein charakteristisches 

Signal bei m/z 108 [C8H12
+] (Schema 75B). Die Fragmente m/z 79 und m/z 80 sind vermutlich 

Tochterionen des Trienyl-Kations m/z 108 und könnten durch Cyclisierung unter Verlust einer 

Ethylgruppe bzw. von Ethen entstehen. Eine analoge Abspaltung von 29 amu aus dem 

Molekülion führt bei Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) zu m/z 289 [C21H37
+] und bei Pentacosa-3,6,9-

trien (Ea.4) zu m/z 317 [C23H41
+]. Die zweite ML-Umlagerung [M+ - 56] bildet aus der „Alkyl-Seite“ 

von Ea.3 bzw. Ea.4 die diagnostischen Ionen m/z 262 bzw. m/z 290. Die Allylspaltung am 3,6,9-

System erzeugt m/z 149. Die Umlagerung unter Wanderung eines monoallylischen Wasserstoffs 

erfolgt weniger leicht, sodass die Signale m/z 68 und m/z 222 bzw. 250 nur mit sehr geringer 

Intensität auftreten (Tab. 8). Offenbar ist bei 3,6,9-Trienen die Wanderung eines nicht allylischen 

Wasserstoffs unbedeutend (im Gegensatz zu 6,9-Dienen, s.o.), da der Abbau der Alkylkette hier 

ungeradzahlige Fragmente liefert (Graphik 35) [Yan et al. 2014]. Das für 3,6,9-Triene 

charakteristische Ion m/z 95 entsteht vermutlich (ebenso wie bei 3,5-Dienen) unter Bruch der 

Bindung C7-C8 und Bildung eines konjugierten sp2-Systems [ANDO & YAMAKAWA 2011]. 

Im Gegensatz zu homokonjugierten Trienen ist bei 6,9-Dienen eine diallylische MCLAFFERTY-

Umlagerung nicht möglich. Daraus resultiert bei ihnen eine höhere Intensität der Molekülionen 

und der Fragmente der allylischen Umlagerung m/z 110 und [M+-98]. (Tab. 8). 

 

6,9-C23dien 6,9-C25dien 3,6,9-C23trien 3,6,9-C25trien 
m/z [%] m/z [%] m/z [%] m/z [%] 

ML C8-C9 110 44 110 47 108 73 108 81 

Allyl C11-C12 151 4 151 4 149 5 149 5 

ML C7-C8 222 3 250 3 222 0 250 1 

ML C4-C5 - - - - 262 8 290 6 

M
+
 320 12 348 11 318 3 346 2 

Tab. 8: Diagnostische massenspektrometrische Fragmente durch MCLAFFERTY-Umlagerung 

(ML, mit Position der gebrochenen Bindung) sowie Allyl-Spaltung von Alkadienen und 

Alkatrienen (Molekülion M
+
). 

Die Struktur der vermuteten Nebenkomponente 3,13-Octadecadienylacetat (Ea.5) und ihre 

Doppelbindungs-Konfigurationen wurden bisher nicht durch Vergleich von Syntheseprodukten 

mit dem Naturextrakt bestätigt. 
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F1.4 Biosynthese, Vorkommen und biologische Funktion 

Die bei E. amygdali identifizierten Alkene Ea.A - D sind bekannt als Botenstoffe bei Insekten, 

besonders als Komponenten der Sexualpheromone ditrysischer Schmetterlinge [EL-SAYED 2022] 

(Tab. 9). Diese bestehen meist aus mehreren strukturverwandten Polyenen, die häufig eine 

synergistische Wirkung bei der Attraktion von Sexualpartnern oder der Steuerung der Paarung 

haben [SCHNEIDER et al. 1998; CHEN 2010; FUJII et al. 2010; YAMAKAWA et al. 2012]. Sie können zudem 

als interspezifische Signale die Artabgrenzung sichern [DÉSCOINS 1989; SZÖCS 1993, 2004] (vgl. a. 

P. castaneus, T. ekebladella). Ausnahmslos zeigen diese Naturstoffe all-Z-Konfiguration der 

Doppelbindungen.   

Species Taxa 6
,9

-2
3

 

3
,6

,9
-2

3
 

6
,9

-2
5

 

3
,6

,9
-2

5
 

Fu
n

kt
io

n
 

Se
n

d
e

r 

Referenz 

Lepidopteren         

Eilema japonica Arctiidae o o   sex ♀ FUJII et al. 2010 

Creatonotos spp. Arctiidae  X   sex ♀ BELL & MEINWALD 1986 

Panaxia quadripunctaria Arctiidae o    sex ♀ SCHNEIDER et al. 1998 

Cystidia couaggaria Geometridae  x  o sex ♀ YAMAKAWA et al. 2012 

Conogethes punctiferalis Crambidae  x  x cutic. ♀♂ XIAO et al. 2012 

Omphisa anastomosalis Crambidae  x   sex ♀ YAN et al. 2014 

Conogethes pluto Crambidae  x   sex ♀ EL-SAYED 2013b 

Neoleucinodes elegantalis Crambidae  x   sex ♀ CABRERA et al. 2001 

Deanolis sublimbalis Crambidae  x   sex ♀ GIBB et al. 2007 

Orgyia ericae Lymantriidae x    sex ♀ CHEN et al. 2010 

Scoliopteryx libatrix Noctuidae x  x  cutic. ♀♂ SUBCHEV & JURENKA 2001 

andere Ordnungen         

Pikonema alaskensis Hymenoptera x  x x cutic. ♂ BARTELT et al. 1984 

Nicrophorus vespilloides Coleoptera x  x x cutic. ♀♂ STEIGER et al. 2007 

Nemobius  fasciatus Orthoptera  x x  cutic. ♀♂ WARTHEN & UEBEL 1980 

Reticulitermes virginicus Isoptera x  x  cutic. 
1) 

HOWARD et al. 1982 

Macrotermes spp. Isoptera x  x  cutic. 
2) 

KAIB et al. 2002, 2004 

Tab. 9: Beispiele für Vorkommen und Funktion der Polyene Ea.A bis Ea.D bei verschiedenen Insektenspezies. 
1)

 alle Kasten;   
2)

 Arbeiterinnen;   o: nicht Teil des Sexualpheromons, Funktion ungeklärt. 

Acetogenine Kohlenwasserstoffe können zudem bei verschiedenen Insekten-Ordnungen 

[HOWARD & BLOMQUIST 1982, 2005; MASUDA & MORI 2002; KAIB et al. 2002, 2004] (Tab. 9) als 

cuticulare Lipide der Art- und Kastenerkennung (s. P. breviceps) oder der Partnerwahl dienen, 

z.B. das Ölsäure-Derivat (Z)-9-Tricosen (L-106) bei der Hausfliege (Musca domestica) 

[CARLSON et al. 1971; NELSON et al. 1981] (s. E.4.5) und (Z)-9-Pentacosen bei M. robiniae 

[GINZEL et al. 2003]. 

Die E,Z- und Z,Z-Isomere von 3,13-Octadecadienylacetat (Ea.5) sowie strukturverwandte 

Verbindungen sind verbreitet Bestandteile der Sexualpheromone von Schmetterlingen der 
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Familie der Glasflügler (Sesiidae) [TUMLINSON et al. 1974; ROELOFS & BJOSTAD 1984; 

ROELOFS & WOLF 1988; RAMIANDRASOA & DESCOINS 1989; NAKA et al. 2006; EL-SAYED 2022].  

Die meisten der bekannten Lepidopteren-Pheromone sind, wie 3,13-Octadecadienylacetat 

(Ea.5), Typ I-Acetogenine (s.a. I. rotundata). Mögliche Doppelbindungen werden bei diesen im 

Anschluss an die (endogene) Synthese gesättigter Fettsäuren eingefügt. Die terminale 

Funktionalität bleibt auch nach möglicher Kettenverkürzung durch β-Oxidation erhalten (s. 

E.3.1) [ANDO et al. 2004; JURENKA 2004].  

Im Gegensatz hierzu sind Typ II-Botenstoffe, wie die Polyene Ea.A bis Ea.D, 

Kohlenwasserstoffe mit 6,9-Dien- und 3,6,9-Trien-Substrukturen (oder ihre Epoxide). Sie gehen 

biogenetisch aus Linol- oder Linolensäure hervor [STANLEY-SAMUELSON et al. 1988; MILLAR 2000; 

HAHN & STRÖHLE 2004]. Diese Säuren sind für Tiere aller Klassen essenzielle 

Nahrungsbestandteile. Einzig bekannte Ausnahmen bilden wenige Insektenspezies der 

Ordnungen Orthoptera, Homoptera und Isoptera, für die eine Fähigkeit zur de novo-Biosynthese 

von Linolsäure vermutet wird [BLOMQUIST et al. 1982, 1991; CRIPPS et al. 1986; DE RENOBALES  

et al. 1987]. Typ-II-Acetogenine stellen ca. 15% der Sexuallockstoffe bei Schmetterlingen.  

Schema 76: Biosynthese von Typ II-Acetogeninen aus Linol- oder Linolensäure am Beispiel von (6Z,9Z)-

Tricosa-6,9-dien (Ea.A) und (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.C) 

(Substrate gebunden an das Acyl-Carrier-Protein, ACP) 

Ihre Biogenese findet vermutlich in den Oenocyten statt [SCHAL et al. 1998; SUBCHEV & 

JURENKA 2001; WEI et al. 2003; MATSUOKA et al.  2006, 2008; ANDO et al. 2008; MARTINS & RAMALHO-

ORTIGAO 2012]: Nach Aktivierung der Fettsäuren als Thioester werden diese (analog der FS-

Biosynthese) mit Malonyl-CoA (mehrfach) in einer Claisen- bzw. Malonester-Typ-Kondensation 

verknüpft. Jedem Verlängerungsschritt folgt eine Sequenz aus enzymatischer Reduktion, 

Dehydratisierung und Hydrierung (s. E.3.1).  

Elongase

Decarbox.
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Abschließend entsteht durch Decarboxylierung der Acyl-Funktion ein Kohlenwasserstoff mit 

ungeradzahliger Kettenlänge [ROELOFS & BJOSTAD 1984; RULE & ROELOFS 1989; GOLLER et al. 2007; 

WANG et al. 2013] (Schema 76). Die dabei aktiven Elongasen tolerieren offenbar sowohl Linol- als 

auch Linolensäure als Substrat, was das Auftreten von 6,9-Dienen und 3,6,9-Trienen gleicher 

Kettenlänge erklärt [STANLEY-SAMUELSON et al. 1988; VAZ et al. 1988a; BLOMQUIST et al. 1991] (vgl. 

Y. reverchonii). 

Spezifität von Pheromonen wird häufig durch Verwendung von Substanzgemischen 

gemeinsamen biogenetischen Ursprungs erzeugt, bei Acetogeninen z.B. durch verschiedene 

Kettenlängen und / oder eine unterschiedliche Zahl und Position von Doppelbindungen 

[TILLMAN et al. 1999; FRANCKE 2013] (s. Tab. 9 sowie E.2 und E.4.1). Pheromonbouquets, die Typ I- 

und Typ II-Acetogenine kombinieren, sind allerdings selten und lediglich als Sexuallockstoffe 

weniger Schmetterlinge beschrieben (z.B. bei dem Tomatenschädling Neoleucinodes elegantalis) 

[CABRERA et al. 2001; ANDO et al. 2004].  

Als Sexualpheromone bei Hymenopteren wären diese Substanzen ungewöhnlich 

[MARTIN & DRIJFHOUT 2009; KATHER & MARTIN 2015]. Langkettige Acetogenine sind bei ihnen vor 

allem als Markierungssubstanzen und als cuticulare Kohlenwasserstoffe staatenbildender 

Spezies von Bedeutung [Kullenberg 1970; HOWARD 1982, 2005; Billen 1998; Ayasse et al. 2001] 

(s. bei P. breviceps und H. mossambicus).  

 

F1.5 Zusammenfassung und Ausblick 

Weibchen von E. amygdali produzieren zusätzlich zu den bekannten „Linol-Typ“-Dienen 

(6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.A) und (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.B) die korrespondierenden 

„Linolen-Typ“-Triene (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.C) und (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien 

(Ea.D). Nach der Hypothese struktureller Verwandtschaften (s.o.) sind die Polyene Ea.C und Ea.D 

wahrscheinliche Kandidaten für die gesuchten Komponenten des Sexualpheromons. 

Gemische der synthetischen Diene Ea.1 und Ea.2, der Trienen Ea.3 und Ea.4 sowie der 

geometrischen Isomere von Acetat Ea.5 werden bei Prof. G. SZŐCS [Plant Prot. Inst., Budapest 

Ungarn] auf ihre verhaltensmodifizierenden Eigenschaften bei E. amygdali untersucht.  

Ein biologisch aktives Gemisch dieser fünf Verbindungen wäre das erste Pheromon dieser Art 

bei Hymenopteren. 
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F2.1 Einleitung und Zielsetzung 

Die Eichenminiermotte Tischeria ekebladella 

BJERKANDER 1795 (Tischeriidae: Lepidoptera) 

ist ein bedeutender Schädling an 

weichblättrigen Eichen (Quercus spp.), seltener 

auch an Edelkastanien (Castanea sativa). 

Tischerioidae sind im Vergleich mit höher 

entwickelten Schmetterlingen (Ditrysia) 

primitive, evolutionsbiologisch alte 

monotrysische Lepidopteren. [DAVIS 1986; 

WIEGMANN et al. 2002; MUTANEN et al. 2010; 

DUGDALE 1974]. Die Überfamilie umfasst in ihrer einzigen Familie, den Stirnschopfmotten 

(Tischeriidae), drei Gattungen mit insgesamt ca. 110 holarktischen, vor allem in Nordamerika 

beheimateten Arten. Alle sind Blattminierer bedecktsamiger Sträucher und Bäume 

(Magnoliopsida), einige gehören mit nur ca. 1.5 mm zu den kleinsten Schmetterlingen. Die 

meisten der 97 Tischeria-Spezies leben oligophag an verschiedenen Buchengewächsen 

(Fagaceae) und Rosengewächsen (Rosacae). T. ekebladella ist eine von nur neun europäischen 

Arten und über weite Teile des Kontinents bis nach Kleinasien und Nordafrika verbreitet 

[PUPLESIS & DISKUS2003; BECCALONI et al. 2011; VAN NIEUKERKEN et al. 2011]. 

F2.1.1 Entomologie  

Die adulten, goldbraunen Motten erreichen eine Flügelspannweite von nur 8-11 mm 

(Abb. 39) und fliegen zwischen Mai und Anfang Juli. Im Frühsommer, nach der Eiablage auf den 

Blättern der Wirtspflanzen, bohren sich die Larven durch die Oberfläche und ernähren sich im 

Blattinneren als Minierer. Im Herbst, nach Ende der Fraßzeit, spinnen sie eine Platzmine 

(Hibernakulum, Abb. 40) und überwintern innerhalb der Blätter im Falllaub. Sie verpuppen sich 

kurz vor dem Schlupf der Imagines im Frühjahr. In Abhängigkeit der Umweltbedingungen ist 

eine zusätzliche Sommergeneration möglich. Sogar trivoltine Populationen werden beobachtet 

[VAN FRANKENHUYZEN & FRERIKS 1979; DIŠKUS 1998; JORDAN 1995; DIŠKUS & STONIS 2006; 

SCHMIDT 2009]. 

F2.1.2 Schädlingsbekämpfung 

Die Larven richten durch Fraß in den Blättern beträchtlichen Schaden in Forstkulturen und 

Grünanlagen an. Wie bei der Rosskastanienminiermotte (Cameraria ohridella, Gracillariidae) ist 

die Vernichtung des Herbstlaubes mit den Kokons der Larven die effektivste Methode zur 

Eindämmung. Zur chemischen Bekämpfung sind Neonikotinoide (Thiacloprid und Acetamiprid) 

zugelassen. Azadirachtin (L-139, s. E.5) aus Neemöl ist hormonell aktiv und als Fraßhemmstoff 

Abb. 39: T. ekebladella, Foto: [© BUCHNER 2005]. 
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wirkungsvoll [LOHER 2009]. Zwar sind ca. 30 Erzwespenarten (überwiegend Eulophidae: 

Chalcidoidae) als Parasitoide bei Tischeria beschrieben (vgl. E. amygdali, T. turkestanica), doch 

werden sie bisher wegen zu geringer Wirtspezifität nicht zur biologischen Bekämpfung 

eingesetzt [JORDAN et al. 1995; YEFREMOVA et al. 2013; TODOROV et al. 2014]. Monitoring oder 

attraktizide Methoden auf Basis von Sexualpheromonen wie z.B. beim Kiefernspanner, 

Bupalus piniaria (Geometridae) (s. E.1) [FRANCKE et al. 1999] könnten helfen, den Einsatz auch 

nützliche Insekten schädigender Pestizide zu verringern.   

F2.1.3 Chemische Ökologie 

Niedere Kleinschmetterlinge der Gruppe 

Monotrysia stellen nur ca. 1% aller Lepidopteren-

Spezies und sind im Vergleich mit Ditrysia wenig 

erforscht [DAVIS 1986] (vgl. Tegeticula spp. als 

Bestäuber bei Yucca). Bei nur wenigen Familien 

wurde die chemische Kommunikation untersucht. 

Die Johannisbeermotte Lampronia capitella 

(Prodoxidae) [LÖFSTEDT et al. 2004] und die 

Traubenminiermotte Holocacista capensis 

(Heliozelidae) [WANG et al. 2015] verwenden 

langkettige Typ I-Acetogenine [ANDO et al. 2004] (s. E.3.1) als Sexualpheromone. 

Birkenminierende Trugmotten der Gattung Eriocrania (Eriocraniidae) [KOZLOV et al. 1996; 

ZHU et al. 1995] und die Apfelminiermotte Stigmella malella (Nepticulidae) [TÓTH et al. 1995] 

nutzen kurzkettige, z.T. ungesättigte und chirale Methylcarbinole und Methylketone (vgl. 

X. euvesicatoria). Bei Tischeriidae sind chemische Botenstoffe bisher unbekannt.    

F2.1.4 Zielsetzung 

Bei T. ekebladella-♂♂ wirken im Verhaltenstest Ganzkörperextrakte von geschlechtsreifen 

♀♀, nicht aber Extrakte von ♂♂ attraktiv und lösen das Paarungsverhalten aus. In Hexan-

Extrakten konnte G. SZŐCS (pers. Mitt.) durch GC/EAD-Analyse an Antennen von ♂♂ die 

elektrophysiologisch aktiven Substanzen Te.A und Te.B nachweisen (s. Anh. G.5.1). Während 

Te.A bei beiden Geschlechtern vorkommt, ist Te.B spezifisch für ♀♀. Ziel der Arbeit war die 

Strukturaufklärung der beiden potenziellen Botenstoffe.  

Abb. 40: T. ekebladella-Larven in Eichen-
blatt, Foto: [© Ponomarev 2011]. 
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F2.2 Naturstoffanalyse 

Das Chromatogramm eines Hexan-Extrakts von T. ekebladella-♀♀ ist in Graphik 36 gezeigt. 121 

Alle untersuchten Extrakte enthalten langkettige, unverzweigte Kohlenwasserstoffe als 

Hauptkomponenten. Bei ♀♀ wurden die geschlechtsunspezifische Verbindung Te.A (Retentions-

index RI = 2434, Verwendung von Optima FFAP als stationäre GC-Phase 122) und die später 

eluierende, weibchenspezifische Verbindung Te.B (RI = 2490, FFAP) in einem Mengenverhältnis 

von ca. 1:5 gefunden. Die Extrakte enthielten zudem die vermutlich strukturverwandte 

Spurenkomponente Te.C mit einem Retentionsindex RI = 3031.  

Graphik 36: TIC-Chromatogramm (A) eines Hexan-Extrakts von T. ekebladella-♀♀ und extrahierte 
Spuren der Ionen m/z 108, 316 und 318. 
A: Naturstoff, B: m/z 108, C: m/z 316, D: m/z 318; (DB-WAX, 30 m, 60/1-10-220/23). 

Die 70 eV-EI-Massenspektren der beiden an Antennen von T. ekebladella-♂♂ GC/EAD-

aktiven Verbindungen Te.A und Te.B sowie von Te.C sind in Graphik 37 abgebildet.  

                                                 
121

  GC/MS-Analyse zum Vergleich mit den GC-EAD-Messungen (s.Anh. G.5.1): DB-WAX, 30 m, 60/1-10-220/23.  

Strukturaufklärung und Charakterisierung synthetischer Referenzverbindungen: O-FFAP, 50 m, 60/1-10-230 
und  DB5-ms 30 m, 60-5-10-300,  
Geräte: Fisons GC8060 & MD800 und HP 5890 & VG 70/250 SE. 

122
  Retetionsindices berechnet durch Fit der Retentionszeiten eines Alkan-Rasters mit Polynom 3. Ordnung.  
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Graphik 37: 70 eV-Massenspektren von Te.A sowie der unbekannten Naturstoffe Te.B und Te.C bei 
T. ekebladella-♀♀. 
GC/MS: HP 5890 / VG 70/250 SE;  MS-Daten: s. Anh. G.5.2 
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F2.3 Strukturaufklärung 

F2.3.1 Strukturhypothesen 

Das Massenspektrum von Te.A mit der Molekülmasse M+ = 318 (Graphik 37A) ist das eines 

langkettigen, unverzweigten Alkens der Zusammensetzung C23H42 und zeigt mit m/z 108 und M+-

56 die charakteristischen durch MCLAFFERTY-Umlagerung entstehenden Fragmente von „Linolen-

Typ“-Polyolefinen. Es stimmt (bis auf tuning-bedingte Unterschiede bei Verwendung 

verschiedener Instrumente) mit dem Spektrum von bei E. amygdali (s. Graphik 32) 

identifiziertem (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Ea.C) überein (Schema 77).    

Schema 77: Struktur des bekannten Naturstoffs Te.A: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1) und 
vermutete Struktur von Te.C: (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien (Te.2). 

Das Massenspektrum der ♀♀-spezifischen Verbindung Te.B (Graphik 37B) deutet auf ein mit 

Te.A verwandtes unverzweigtes, offenkettiges Polyen hin. Die Molekülmasse M+ = 316 entspricht 

jedoch vier Doppelbindungsäquivalenten bzw. der Summenformel C23H40. Damit 

übereinstimmend zeigt Te.B mit RI = 2490 bei Verwendung von FFAP einen um 56 Einheiten 

höheren gaschromatographischen Retentionsindex als Te.A. Das entspricht etwa dem Inkrement 

einer zusätzlichen Doppelbindung [YOUNGBLOOD et al. 1971; YAMAMOTO et al. 2008] (s. F2.3.4). Die 

Position der Doppelbindungen konnte nicht durch massenspektrometrische Analyse eines 

DMDS-derivatisierten Naturextrakts [FRANCIS 1981; FRANCIS & VELAND 1981; VINCENTI et al. 1987; 

CARLSON et al. 1989] bestimmt werden. Aus dem Massenspektrum und durch Vergleich mit den 

Spektren literaturbekannter Tetraene [ANDO & YAMAKAWA 2011] lassen sich allerdings weitere 

Hinweise auf die Positionen gewinnen bzw. einige Kombinationen ausschließen:  

Die Fragmente m/z 108, 95, 80 und 79 entstammen vermutlich wie bei Te.A dem ungesättigten 

Molekülteil (Kohlenstoffe C1 bis C8) eines Polyens mit homokonjugierten Doppelbindungen in 

Position 3, 6 und 9. Entsprechend würde dann bei Te.B ein ungesättigtes Fragment m/z = 260 

durch die für 3,6,9-Triene typische MCLAFFERTY-Umlagerung entstehen: [M+-56], Verlust von 

Buten (C1 bis C4) aus dem Molekülion, analog zur Bildung von m/z = 262 bei Te.A (s. E. amygdali) 

[ANDO et al. 2004; BRAUNER et al. 1982].  

Eine konjugierte Doppelbindung in Position 1 (Te.3) würde hingegen zu charakteristischen 

Fragmenten m/z 106 [C8H10
+] (C1 bis C8) und [M+-54] (ML-Abspaltung von Butadien, C1 bis C4) 

sowie zu einem sehr intensiven Signal m/z 91 führen [BESTMANN et al. 1982; JAIN et al. 1983; 

Te.9

Te.10

Te.1 

Te.2 
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SZŐCS et al. 2004; YAMAMOTO et al. 2008] (Schema 78A). Ein hypothetisches Allen (Te.4) (mit vierter 

Doppelbindung in Position 10) sollte deutlich anders als 3,6,9-Triene fragmentieren und 

charakteristische Signale m/z 161/162 und 147/148 sowie ein intensives Ion m/z 67 liefern 

(Schema 78B) [WIERSIG et al. 1977; MORI 2012] (vgl. A. obtectus). Eine Unsättigung in Position 11 

(Te.5) verändert durch Konjugation mit der Doppelbindung in Position 9 die elektronischen 

Eigenschaften des homokonjugierten Systems derart, dass eine höhere relative Intensität von 

m/z 79 und 108 beobachtet wird. Die Abspaltung von C1 bis C6 liefert ein diagnostisches Signal 

[M+-82]. Wogegen eine Allylspaltung am 3,6,9-System unter Bildung von m/z 149 nicht möglich 

ist [WONG et al. 1984a; YAMAMOTO et al. 2008; YAMAKAWA et al. 2011] (Schema 78C). Auch 3,6,9,12-

Tetraene (wie Te.6) [YAMAKAWA et al. 2009, 2011] und 3,6,9,12,15-Pentaene [MILLAR 2005; 

LEAL et al. 2005] zeigen die für Linolen-Typ-Triene charakteristischen Ionen, jedoch mit 

veränderten relativen Intensitäten. Außerdem treten zusätzliche MCLAFFERTY-Fragmente wie 

m/z 148 und [M+-96] bzw. [M+-136] aus dem homokonjugierten Doppelbindungs-System auf 

(Schema 78D).  

Hingegen ähneln Fragmentierung und Retentionsindices [BOLAND & JAENICKE 1981, 1982; 

BINDER & FRENCH 1994; MIYAZAWA et al. 2003a] von pflanzlichen 3,6,9,ω-Tetraenen (s. F2.4.2) 

denen des unbekannten Naturstoffs Te.B.   

Schema 78: Strukturpostulate für das mutmaßliche Linolen-Typ-Polyen Te.B und charakteristische 
Fragmente von Tetraen mit (3Z,6Z,9Z)-Trien-Unterstruktur. 
A: 1,3,6,9-Tetraene,  B: 3,6,9,10-Tetraene,  C: 3,6,9,11-Tetraene,  D: 3,6,9,12-Tetraene,  E: 
vermutete Struktur von Te.B: Linolen-Typ-Tricosaetraen mit isolierter vierter Doppelbindung (a).  
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Daher wurde für die Struktur von Te.B ein n-Tricosatetraen (C23H40) mit 3,6,9-Trien-

Substruktur und isolierter zusätzlicher Doppelbindung (a) (Schema 78E) vermutet. Unter dieser 

Bedingung wären zehn Verbindungen mit Doppelbindungspositionen von C13 bis C22 möglich 

(Schema 79). Zunächst wurde 3,6,9,22-Tricosatetraen (Te.7) mit terminaler Doppelbindung (ω1) 

(wegen des natürlichen Vorkommens dieses Strukturtyps, s. F2.4.2) als wahrscheinlicher 

Kandidat angesehen. Die Verbindung erscheint zudem biosynthetisch plausibel, da sie auf dem 

gleichen Weg wie das 3,6,9-Tricosatrien Te.1 und abschließend durch Eliminierung der 

terminalen Funktionalität gebildet werden könnte (s. F2.4.1).  

Schema 79: Mögliche (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosatetraene mit isolierter vierter Doppelbindung für das 
vermutete Linolen-Typ-Polyen Te.B.  

Das Fragmentierungsmuster der Spurenkomponente Te.C (Graphik 37C) mit der 

Molekülmasse M+ = 402 ähnelt dem von Te.A und zeigt ebenso die für 3,6,9-Triene typischen 

Signale m/z 108, 95 und 79. Zudem weist das diagnostische Ion m/z 346 auf den für Linolen-Typ-

Triene charakteristischen Verlust von Buten hin. Der Retentionsindex (RI = 3031) entspricht 

derselben Verschiebung gegenüber dem entsprechenden gesättigten Kohlenwasserstoff wie bei 

Te.A. Daher erscheint für Te.C die Struktur (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien (Te.2) gesichert 

(Schema 77).   
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F2.3.2 Syntheseplanung  

Zwar sind iterative Synthesen homokonjugierter Polyene bekannt [DURAND et al. 2000; 

BESTMANN et al. 1987; OSBOND et al. 1961; YAMAMOTO et al. 2008; SZŐCS et al. 1993; JAIN et al. 1983; 

MILLAR & UNDERHILL 1986; MILLAR et al. 1990; VATÈLE 1999]. Doch sind langkettige Polyene, deren 

Struktur auf eine Biogenese aus ungesättigten Fettsäuren schließen lässt, synthetisch leichter 

aus Derivaten dieser Säuren zugänglich. So kann der Aufbau von 3,6,9,x-Tetraenen (a) mit x ≥ 18 

aus Linolensäure (mit Cn=18) je nach gewünschter Position und Konfigurationen der vierten 

Doppelbindung nach verschiedenen Methoden erfolgen (Schema 80):  

A: WITTIG-Reaktionen und analoge Olefinierungen [COREY & LANSBURY 1983; VIALA & 

SANTELLI 1988] (s. T. turkestanica) der korrespondierenden Aldehyde (b) liefern Produkte mit 

Doppelbindungen in der Position der ehemaligen Carboxylgruppe (x = n) (Methode AEZ in 

Schema 80). Nach einer Variante von BOLAND et al. [1980] lassen sich die (kommerziell 

erhältlichen) Fettsäureester (d) in einer Eintopfsequenz aus DIBAlH-Reduktion und 

anschließender Reaktion mit einem WITTIG-Ylen verlängern (Methode AH). Das Primäraddukt 

des Hydrids ist hierbei nur unterhalb von -40 °C und in apolaren Lösungsmitteln so stabil, dass 

nach Zugabe des Wittig-Reagenzes die Olefinierung gegenüber einer weiteren Reduktion 

bevorzugt ist. Vor dem Erwärmen ist die Zerstörung überschüssigen Reduktionsmittels (z.B. mit 

äquimolarer Menge Methanol) erforderlich (s. Anh. G.3.2).  

Schema 80: Retrosynthetische Ansätze zur Darstellung von Tetraenen mit Linolenyl-Substruktur und 
isolierter vierter Doppelbindung in unterschiedlichen Positionen x.  
n = 18: Linolensäure;   LG (leaving group) = OTs, OMs, Br;    

R = H, Alk;   R
2
 = C22-xH2(22-x)+1;   R

3
 = C21-xH2(21-x)+1;    

BE:  LiAlH4

BZ:  Lindlar
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B: Die Alkylierung von Lithiumalkinylen mit den Sulfonaten oder Bromiden (c) der 

Fettalkohole [ANDO et al. 1995; CHISHOLM et al. 1980; MORI 2005; KOCHANSKY et al. 1977; 

MASUDA & MORI 2002] liefert eine Dreifachbindung in um ein C-Atom höherer Position (x = n+1). 

Die erhaltenen Alkine lassen sich E-selektiv mit Lithiumaluminiumhydrid reduzieren 

(Methode BE) [ROSSI & CARPITA 1977] oder partial an P-2 Nickel bzw. LINDLAR-Katalysatoren oder 

mit sterisch gehinderten Boranen zu Z-konfigurierten Alkenen hydrieren (Methode BZ) 

[LINDLAR 1952; BROWN & AHUJA 1973; BROWN et al. 1977; ZWEIFEL & ARZOUMANIAN 1967; 

NEGISHI et al. 1973; SVATOŠ et al. 1994].  

C: Eine Cu(I)-katalysierte Kupplung der Fettalkohol-Sulfonate (c) mit ungesättigten 

GRIGNARD-Reagenzien nach SCHLOSSER-FOUQUET [DAVIES et al. 2007; WALKER et al. 2009; 

BELL & MEINWALD 1986; UNDERHILL et al. 1983; CONNER et al. 1980] (s. E. amygdali) ermöglicht die 

Einführung der neuen Doppelbindung mit höherer Flexibilität (x ≥ n+2). Position und 

Konfiguration werden dabei durch den eingeführten Baustein vorgegeben.  

F2.3.3 Synthesen  

F2.3.3.1 Tricosa-3,6,9,22-tetraen (Te.7)  und  Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6) 

Zur Aufklärung von Position und Konfiguration der vierten Doppelbindung des ♀♀-

spezifischen Tetraens Te.B wurde zunächst obigen Überlegungen folgend (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-

3,6,9,22-tetraen (Te.7) dargestellt. 123 Die Synthese erfolgte gemäß der retrosynthetischen 

Methode C (Schema 80, S.289) Ausgehend von Linolensäuremethylester (#108) wurde Te.7 durch 

Cu(I)-katalysierte Reaktion von Linolenyltosylat (#85) (Darstellung s. E. amygdali) mit dem 

GRIGNARD-Reagenz #110 von kommerziellem 1-Brompent-4-en (#109) erhalten (Schema 81A). 

Das 70 eV-EI-Massenspektrum von Te.7 (Graphik 38A) zeigt gute Übereinstimmung mit dem des 

Naturstoffs (Te.B) (Graphik 37B, S.285).   

Allerdings eluiert die synthetische Verbindung bei Verwendung von FFAP als stationäre 

gaschromatographische Phase mit einem signifikant höheren Retentionsindex (RI = 2497) 

(Tab. 10, S.300). 

                                                 
123

  Nummerierung nach IUPAC: (14Z,17Z,20Z)-Tricosa-1,14,17,20-tetraen (Te.7), (2EZ,14Z,17Z,20Z)-Tricosa-

2,14,17,20-tetraen (Te.8). Die hier verwendete, einheitlich auf Seite der homokonjugierten Doppelbindungen 
beginnende Nummerierung vereinfacht die Systematik der dargestellten Tetraene.  
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Schema 81: Reaktionsschemata zur Darstellung von   A: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen (Te.7) mit 
terminaler Doppelbindung π4 und   B: (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6) mit 
homokonjugierter π4. 
Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 4 h;  

ii) p-TsCl, DMAP, DCM, -20 °C bis RT 4 h;  
iii) 1) CuI, THF, -90 °C, 2) #110 bzw. #87 bis RT 16h.   

Um die Fragmentierung bei nicht isolierter vierter Doppelbindung zu überprüfen, wurde 

(3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6) (Schema 78C, S.287) aus Stearidonsäure-

methylester (#118) durch Cuprat-Kupplung des Fettalkohol-Tosylats #120 mit n-

Pentylmagnesiumbromid (#87) synthetisiert (Schema 81B). Das trishomokonjugierte Polyen Te.6 

(ω11) eluiert weit vor (RI = 2465) dem Naturstoff. Sein Massenspektrum (Graphik 38B) zeigt bei 

den diagnostischen MCLAFFERTY-Fragmenten (besonders bei m/z 108) deutliche Unterschiede 

der relativen Intensitäten und wie erwartet mit m/z 148 und m/z 220 zwei charakteristische 

Signale (s.a. F2.3.4.1), die im Spektrum des Naturstoffs fehlen.  
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Graphik 38: 70 eV-EI-Massenspektren von synthetischem   A: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen (Te.7) und 
B: (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6). 

F2.3.3.2 Positionsisomere 3,6,9,x-Tetraene mit isolierter, nichtterminaler Doppelbindung 

Der Naturstoff Te.B muss also eine interne, isolierte Doppelbindung mit E- oder Z-Geometrie 

besitzen. Um bei vermutlich sehr ähnlichen Massenspektren und Retentionsindices eine sichere 

Zuordnung zu ermöglichen, wurde zusätzlich zu Te.7 und Te.6 eine systematische Reihe 

positions- und konfigurationsisomerer (3Z,6Z,9Z,xEZ)-Tetraene mit der isolierten 

Doppelbindung in Position ω2 bis ω7 als Referenzverbindungen synthetisiert:  

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen  (Te.7)   –  ω1 

(3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen (Te.6)   –  ω11 
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(3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen 123 (Te.8)   –  ω2 

(3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen (Te.9)   –  ω3 

(3Z,6Z,9Z,19EZ)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.10)   –  ω4 

(3Z,6Z,9Z,18EZ)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen (Te.11)   –  ω5 

(3Z,6Z,9Z,17EZ)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen (Te.12)   –  ω6 

(3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen (Te.13)   –  ω7 

Die Tetraene Te.9 (ω3) und Te.8 (ω2) wurden analog Te.7 durch Kupplung von 

Linolenyltosylat (#85) mit dem GRIGNARD-Reagenz #112 von kommerziellem 1-Brompent-2-en 

(#111) (E:Z ca. 2:1) bzw. mit 3-Pentenylmagnesiumbromid (#114) dargestellt (Schema 82A). Das 

Bromid #113 wurde aus 3-Pentensäuremethylester (#115) durch Reduktion mit LAH, 

Mesylierung des gebildeten (3E)-Pent-3-en-1-ol (#116) (1-2% 3Z-Produkt; vgl. T. turkestanica) 

und FINKELSTEIN-Reaktion mit Lithiumbromid erhalten (Schema 82B) [HORNYÁNSZKY et al. 2008; 

ORTIZ et al. 2004b].   

Schema 82: Darstellung der Tetraene Te.8 und Te.9 durch Cuprat-Kupplung von Linolenyltosylat 
(#85) mit GRIGNARD-Reagenzien.  
Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 4 h;  

iii) CuI, THF, -90 °C bis RT 16h;  
iv) MsCl, TEA, DCM, -40 °C  90 min;  
v) LiBr, Aceton, RT 16 h;  
vi) Mg, THF, refl. 2 h. 

Die Zielverbindungen Te.9 und Te.8 wurden (entsprechend der Konfiguration der zur Cuprat-

Kupplung verwendeten ungesättigten GRIGNARD-Reagenzien #112 und #114) mit E:Z-

Verhältnissen von 67:33 bzw. 98:2 erhalten (gaschromatographische Elutionsreihenfolge, 

FFAP). 
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Die Synthese von Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.10, ω4) durch Kreuzkupplung (Methode C, 

Schema 80, S.289) würde die Verwendung des Vinyl-GRIGNARD-Reagenzes von 1-Brom-1-penten 

erfordern [MORI & BREVET 1991]. Auch Tricosa-3,6,9,18-tetraen (Te.11, ω5) ist auf diesem Weg 

nicht darstellbar. Für Tetraene mit der vierten Doppelbindung weiter innerhalb des Moleküls 

(Tricosa-3,6,9,17-tetraen, Te.12, ω6, und Tricosa-3,6,9,16-tetraen, Te.13, ω7) kann nicht auf 

Linolensäure zurückgegriffen werden. Daher wurden Te.10 bis Te.13 durch die Reduktions-

Olefinierungs-Sequenz nach Methode AH dargestellt [BOLAND et al. 1980; BESTMANN et al. 1987]. 

Dazu wurden die kommerziell erhältlichen ω3,ω6,ω9-Fettsäureester mit Kettenlängen von C16 

bis C19 (#121, #122, #108 und #123) mit 1.1 eq. DIBAlH in Hexan bei -90 °C zu den 

korrespondierenden Aluminoxyacetalen reduziert. Diese wurden in situ mit den Ylenen von n-

Alkyl-WITTIG-Salzen mit C7 bis C4 (#129 bis #126) olefiniert (Schema 83).  

Schema 83: DIBAlH-Reduktion / WITTIG-Olefinierung von Linolen-Typ-Fettsäureestern zur Darstellung 
der 3,6,9,x-Tetraene  Te.10 bis Te.13 mit isolierter Doppelbindung in Position der ehemaligen 
Carboxylgruppe.  
Bedingungen: vii) 1) DIBAlH, Hexan, -90 °C 90 min., 2) MeOH;  

viii) NaHMDS, THF, -78 °C bis RT 16h. 

Die Verwendung Lithium-freier Basen zur Deprotonierung von Alkyl-WITTIG-Salzen führt bei 

Aldehyden zu Z-selektiver Olefinierung (s. T. turkestanica). Die DIBAlH / WITTIG-Sequenz mit 

nach der Silazid-Methode erzeugten Ylenen [BESTMANN et al.  1976] lieferte die isolierte 

Doppelbindung der Tetraene mit folgenden E:Z-Isomeren-Verhältnissen: Te.10 (4:96), Te.11 

(12:88), Te.12 (6:94) und Te.13 (5:95) (Elutionsreihenfolge, FFAP). 
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Die 70 eV-Massenspektren der synthetischen Tetraene Te.8 bis Te.13 sind in Graphik 39 und 

Graphik 40 abgebildet. Die Spektren der jeweiligen E/Z-Isomere gleicher 

Doppelbindungsposition erwiesen sich als untereinander identisch.  

Graphik 39: 70 eV-EI-Massenspektren von syn. A: (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen (Te.8),   
B: (3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen (Te.9),  C: (3Z,6Z,9Z,19EZ)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.10). 
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Graphik 40: 70 eV-EI-Massenspektren von synthetischem   A: (3Z,6Z,9Z,18EZ)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen 
(Te.11),   B: (3Z,6Z,9Z,17EZ)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen (Te.12) und   C: (3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-
tetraen (Te.13). 

 

79 

67 

41 

55 

108 

95 

121 

149 
316 

260 

287 
0 

100 

[%] 

B 

79 

67 

41 
55 

108 

95 

121 

149 316 260 
287 

0 

100 

[%] 

C 

EZ-Te.5 

EZ-Te.6 

EZ-Te.7 

79 

55 

41 
67 

108 

95 

121 

260 

149 316 
287 

A 

0 

100 

[%] 

50 100 150 200 250 [m/z] 

EZ-Te.13 

EZ-Te.12 

EZ-Te.11 

m/z [1] 

In
t 

[%
] 



Synthesen F2.3.3 

 

297 

F2.3.3.3 (E)-selektive Synthesen 

Um bei den dargestellten Tetraenen eindeutig die Konfiguration der neuen Doppelbindung 

bestimmen zu können und die angenommene E/Z-Selektivität der Eintopfreaktion zu 

überprüfen, wurden aus Linolensäuremethylester (#108) Tetraene durch (E)-selektive 

Reaktionen synthetisiert: Zur Darstellung von (19E)-Te.10 wurde Lithiumpentinylid (#131a) mit 

Linolenylmesylat (#130) unter Verwendung von DMPU als Cosolvens [BUCK & CHONG 2001; 

BENGTSSON & LILJEFORS 1988; MUKHOPADHYAY & SEEBACH 1982] und Tetra-n-butylammoniumiodid 

als nukleophiler Katalysator alkyliert (s. Methode BE, Schema 80, S.289). Das erhaltene Alkin #132 

wurde mit Lithiumaluminiumhydrid (19E)-selektiv partiell hydriert (Schema 84A). Eine E-

selektive Synthese bietet sich zudem für (18E)-Te.11 an. Dazu wurde das WITTIG-Salz #127 mit n-

BuLi deprotoniert (Methode AEZ, „nicht Lithium-frei“) [WONG et al. 1984b] und Linolenylaldehyd 

(#133) mit dem so erzeugten Triphenylpentylphosphoran (#127a) olefiniert (Schema 84B). Die 

beiden Tetraene wurden als Gemische der Doppelbindungsisomere mit E:Z-Verhältnissen von 

75:25 (Te.10) und 71:29 (Te.11) erhalten (Elutionsreihenfolge, FFAP). 

Schema 84: (E)-selektive Darstellung von (19E)-Te.10 durch Alkin-Kupplung und partielle Hydrierung 
(A) und von (18E)-Te.11 durch WITTIG-Reaktion von Linolenylaldehyd (#133) unter 
Verwendung von n-BuLi als Base (B).  
Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 4 h; 

iv) MsCl, TEA, DCM, -40 °C  90 min;  
ix) 1) n-BuLi, THF, -40 °C 2 h, 2) #130, DMPU, n-Bu4NI, -78 °C bis RT 48 h;  
x) PCC, DCM, 0 °C bis RT 2 h;  
xi) 1) n-BuLi, THF, -40 °C, 2) bis RT 16 h.  
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Die synthetischen Olefinierungsprodukte mit verschiedenen E:Z-Verhältnissen ermöglichten 

die Konfigurationsbestimmung der jeweiligen Haupt- und Nebenprodukte durch NMR-

Spektroskopie [YAMAKAWA et al. 2009, 2011; ANDO et al. 1993; SANDRI et al. 1997] (s. Anh. G.5.3): Die 

stärkere VAN-DER-WAALS-Abstoßung der Substituenten einer Z-konfigurierten Doppelbindung 

entschirmt die allylischen Protonen (Hochfeldverschiebung). Hingegen erfahren die allylischen 

Kohlenstoffatome in Folge erhöhter Elektronendichte eine Tieffeldverschiebung (γ-Effekt) 

[DORMAN et al. 1971; BREITMAIER & BAUER 1977] (Schema 85A).  

Schema 85: NMR-spektroskopische Bestimmung der Konfiguration der isolierten Doppelbindung bei 
Anwesenheit des homokonjugierten Linolen-Systems am Beispiel von Te.9 und Te.13. 

Chemische Verschiebungen δ [ppm] in der 
1
H-(Zentrum der Multipletts) und 

13
C-Resonanz.  

Auf diese Weise konnte bei Te.10 und Te.11 jeweils dem später eluierenden der 

gaschromatographisch getrennten Doppelbindungsisomere Z-Konfiguration zugeordnet werden. 

Dies ermöglichte auch die Zuordnung bei Te.8, Te.9, Te.12 und Te.13 (Schema 85B). Auch hier 

eluiert jeweils das E- vor dem Z-Isomer (Graphik 41, S.299).  

Zum einen liefert also wie angenommen die Olefinierung der Alumioxyacetale unter 

Verwendung von NaHMDS als Base eine überwiegend Z-konfigurierte Doppelbindung. Zum 

anderen wurde auch die Konfiguration der verwendeten ungesättigten Bausteine #111 und #113 

dadurch bestätigt. Für alle durchgeführten Tetraen-Synthesen sind die erhaltenen E:Z-

Verhältnisse in Tab. 10 (S.300) zusammengestellt.   
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F2.3.4 Strukturbeweise für die Naturstoffe Te.A und Te.B 

Durch Coinjektion mit der zuvor (s. E. amygdali) synthetisierten Referenzsubstanz 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1) konnte deren Identität mit Te.A (RI = 2434, FFAP) bewiesen 

werden. Die Positionsisomere der Tetraene Te.7 bis Te.13 zeigen gleiche 

Fragmentierungsmuster mit nur geringen Unterschieden der relativen Signalintensitäten 

(Graphik 4, S.295 und Graphik 40, S.296). Zwar wird die größte Ähnlichkeit mit Te.B bei Tricosa-

3,6,9,19-tetraen (Te.10) beobachtet. Anhand der Massenspektren allein ist aber keine sichere 

Identifizierung des Naturstoffs möglich. 

Graphik 41: Vergleich der TIC-Chromatogramme von Naturextrakt und synthetischen 3,6,9,x-
Tetraenen Te.6 bis Te.13 zur Strukturaufklärung von Te.B. 

Methode der Synthese: s. Tab. 10. Bedingungen: Optima FFAP, 50 m, 60/1-10-230, 
interner Standard: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1). 
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Daher wurden die gaschromatographischen Eigenschaften als zusätzliches Kriterium 

herangezogen: Graphik 41 vergleicht die Chromatogramme von Naturextrakt und Synthese-

produkten (Verwendung von ZZZ-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1) als interner Standard). Die jeweils 

gemessenen Retentionszeiten sowie die daraus berechneten Indices sind in Tab. 10 gelistet. 

Damit wurde die eindeutige Zuordnung von Konstitution und Doppelbindungskonfiguration 

möglich: Der Naturstoff Te.B koeluiert mit (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Z-Te.10). Mit 

Hilfe der vollständigen Reihen der E- und Z-Isomere von Linolen-Typ-Tetraenen mit isolierter 

vierter Doppelbindung in Position 16 bis 22 (Te.7 bis Te.13) konnte eine zufällige Koelution von 

zwei Positionsisomeren mit unterschiedlichen Doppelbindungskonfigurationen ausgeschlossen 

werden.  

Durch Vergleich mit dem synthetischen E/Z-Gemisch konnte in dem Naturextrakt ca. 1% 

(3Z,6Z,9Z,19E)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen nachgewiesen werden. 

 

# Δ    ω    Retrosyn. RI [±2] rt [min] E : Z 
 π4 π4 Methode E Z E Z Verhältnisse 

Natur         

Te.B    2473 2490 20.51 20.72 1:99 

Tetraene    
a
       

Te.7 22 1 C 2497 20.81 -- 
Te.8 21 2 C 2505 2537 20.92 21.33 98:2 
Te.9 20 3 C 2482 2498 20.63 20.83 67:33 

Te.10 19 4 AH,   BE 2472 2488 20.50 20.70   4:96,    75:25 
Te.11 18 5 AH,   A 2473 2482 20.51 20.63 12:88,    71:29 
Te.12 17 6 AH 2466 2470 20.43 20.49   6:94 
Te.13 16 7 AH 2465 2469 20.41 20.47   5:95 
Te.6 12 11 C - 2465 - 20.42 0:100 

Trien           
b
       

Te.1 -- -- C   c 2434 20.06 -- 

Tab. 10: Gaschromatographische Retentionsindices (RI) und -zeiten (rt) sowie E:Z-Verhältnisse von 
synthetischen Polyenen und natürlichem Te.B. 
a
: (3Z,6Z,9Z,xEZ)-Tricosa-3,6,9,x-tetraene (Te.6 bis Te.13);    

b
: (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1);  

c
: Synthesebeschreibung: s. E. amygdali, F1.3.3;   

Bedingungen: Optima FFAP, 50 m, 60/1-10-230;    
Retentionsindices: berechnet durch Fit der Retentionszeiten der n-Alkane mit C8 bis C30 mit einem 
Polynom 3. Ordnung.  
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F2.3.4.1 Charakteristische massenspektrometrische Fragmentierung 

Die massenspektrometrische Charakterisierung der synthetischen homokonjugierten 

Tetraene bestätigte die anfängliche Interpretation der Naturstoffspektren:  

Auch die 3,6,9,x-Tetraene mit isolierter vierter Doppelbindung Te.7 bis Te.13 (x > 12) 

(Graphik 38A, S.292, Graphik 4, S.295 und Graphik 40, S.296) fragmentieren nach den für Linolen-

Typ-Polyene typischen Prinzipien (s. E. amygdali, F1.3.4) und bilden die für den ungesättigten 

Molekülteil charakteristischen Ionen m/z 79, 80 und 108 (MCLAFFERTY-Umlagerung, ML) sowie 

m/z 95 und 149 (Allylspaltung). Die diagnostischen Fragmente m/z 260 [M+-56] und m/z 287 [M+-

Et] (C1 und C2) enthalten die isolierte Doppelbindung und weisen auf die Kettenlänge hin 

(Schema 86A). Die Abspaltung von m/z 69 liefert das Ion m/z 247. Demgegenüber spielen 

allylische Spaltungen an der isolierten Doppelbindung von Te.7 bis Te.13 eine untergeordnete 

Rolle (vgl. Fragmentierung von Linol-Typ-Kohlenwasserstoffen, E. amygdali). Bei dem Stearidon-

Typ-Tetraen Te.6 (x = 12) (Graphik 38B, S.292) erzeugen die beiden zusätzlich möglichen 

diallylischen ML-Umlagerungen (zusätzlich zu m/z 108 und [M+-56]) die Ionen m/z 148 und 

m/z 220 [M+-96]. Die Folgefragmentierung (Abspaltung von m/z 29 bzw. m/z 69) liefert 

vermutlich die erhöhte Signalintensität von m/z 79 (Schema 86B).    

Schema 86: Massenspektrometrische Fragmente durch MCLAFFERTY-Umlagerung (ML) bei 
homokonjugierten Doppelbindungssystemen.    
A: Linolen-Typ mit vierter, isolierter Doppelbindung (Te.7 bis Te.13),   B: Stearidon-Typ (Te.6). 
 - - - Bruch einer C-C-Bindung. 
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F2.3.4.2 Biologische Aktivität 

Im Feldtest entfaltet synthetisches, ♀♀-spezifisches (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen 

(Te.10) starke Lockwirkung ausschließlich bei ♂♂. Hingegen löst das ebenfalls EAD-aktive, 

nicht geschlechtsspezifische (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.1) bei beiden Geschlechtern keine 

Verhaltensänderung aus. Seine biologische Bedeutung bleibt unbekannt. Es könnte gemeinsam 

mit Nonacosa-3,6,9-trien (Te.C) der intraspezifischen Arterkennung, aber auch (wie bei 

Frostspannern, Operophtera spp. [SZŐCS et al. 2004], s. E.2 und E.4.1) als interspezifischer 

Pheromonantagonist der wechselseitigen Abgrenzung verwandter, sympatrischer Arten dienen 

[SZŐCS et al. 1993; UNDERHILL et al. 1987; TUMLINSON et al. 1974; YAMAKAWA et al. 2012] (vgl. 

P. castaneus, Conotrachelus spp., E. amygdali).    

F2.4 Biosynthetische und chemoökologische Zusammenhänge 

F2.4.1 Mögliche Biosynthese 

Das Tetraen Te.B wie auch die Triene Te.A und Te.C mit ihren homokonjugierten 

Doppelbindungssystemen und ungerader Kohlenstoff-Zahl folgen dem allgemeinen Strukturtyp-

II von Lepidopteren-Pheromonen (s. E.4.1 und E. amygdali) [MILLAR 2000; ANDO et al. 2004].   

Schema 87: Mögliche Biosynthese von Typ II-Tetraenen aus Linolensäure, Einführung einer vierten 

Doppelbindung in ω-terminaler (Te.7) und interner Position (am Beispiel von Te.10)  

a) R = H:  i) oxidative Decarboxylierung, ii) Eliminierung;   b) R = OH: heterolytische Spaltung / 
Eliminierung 
ACP: Acyl-Carrier-Protein. 
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Deren Biosynthese erfolgt aus (in der Regel sequestrierter) Linol- oder Linolensäure nach 

einem der Fettsäuregenese analogen Prinzip. Vertreter mit Cn>18 und ungeradzahliger 

Kettenlänge werden durch Verlängerungszyklen mit Malonat und abschließende reduktive 

Decarboxylierung erzeugt [GOLLER et al. 2007; ROELOFS & BJOSTAD 1984; ROELOFS & WOLF 1988; 

HOWARD & BLOMQUIST 2005] (s. E. amygdali, Kap. F.1). Zusätzliche Unsättigung wird nach Aufbau 

des Kohlenstoffgerüsts durch Desaturasen eingeführt (z.B. in Position Δ5) [STANLEY-

SAMUELSON et al. 1988; JURENKA 2004; ANDO et al. 2004, 2008; WANG et al. 2013] (Schema 87). Die 

Entstehung von Linolensäure-Derivaten mit einer vierten, ω-terminalen Doppelbindung 

(Schema 77, S.286) ist ungeklärt. Sie könnten durch oxidative Decarboxylierung und 

anschließende Eliminierung oder wie von BOHLMANN [1968] vorgeschlagen durch heterolytische 

Spaltung des β-Hydroxyacyl-Intermediats gebildet werden.  

F2.4.2 Vorkommen natürlicher strukturverwandter Polyene 

Typ-II-Acetogenine werden hauptsächlich von Geometriden, Arctiiden und Noctuiden 

produziert. Sie dienen ihnen als Sexuallockstoffe [UNDERHILL et al. 1983; WONG et al. 1985; 

ANDO et al. 1993; SZŐCS et al. 1993; MILLAR 2000] oder sind, wie bei anderen Insektenordnungen 

auch, Bestandteil ihrer cuticularen Lipide [HOWARD & BLOMQUIST 1982, 2005; 

SUBCHEV & JURENKA 2001; KAIB et al. 2002, 2004; XIAO et al. 2012] (s.a. P. breviceps). 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien (Te.A) ist Komponente des Sexualpheromons von ♀♀ mehrerer 

ditrysischer Schmetterlinge [BELL & MEINWALD 1986; CABRERA et al. 2001; GIBB et al. 2007; 

FUJII et al. 2010; XIAO et al. 2012; YAMAKAWA et al. 2012; YAN et al. 2014] (s. E. amygdali, F1.4). 

Auch von Linolensäure abgeleitete Tetraene verschiedener Kettenlänge sind als 

Insektenpheromone beschrieben. Dabei steht die vierte Doppelbindung jedoch stets in 

Konjugation. So nutzen u.a. Frostspanner (Operophtera spp.) 1,3,6,9-Tetraene (z.B. ZZZ-Δ1,3,6,9-

C19, L-14) als Sexualpheromone [BESTMANN  et al. 1982; ROELOFS et al. 1982; JAIN et al. 1983; 

SZŐCS et al. 2004] (s. E.2 und E.4.1). Bei einigen Geometriden-Arten wurden mit gleicher Funktion 

3,6,9,11-Tetraene gefunden [WONG et al. 1984a; YAMAMOTO et al. 2008; YAMAKAWA et al. 2011]. 

Homokonjugierte Tetraene vom Stearidon- bzw. Timnodon-Typ sind Sexualpheromone von ♀♀ 

einiger Spanner- (Geometridae) [YAMAKAWA  et al. 2009: Δ3,6,9,12-C20] bzw. Zünsler-Arten 

(Pyralidae) [MILLAR 2005; LEAL et al. 2005: Δ3,6,9,12,15-C23 und -C25].   
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Naturstoffe vom Linolen-Typ mit zusätzlicher isolierter Doppelbindung sind bisher nur als ω-

terminal ungesättigte Tetraene von Landpflanzen bekannt, z.B. in Wurzelölen von Kratzdisteln 

(Cirsium spp.) [BINDER & FRENCH 1994; MIYAZAWA et al. 2003a,b] und Greiskräutern (Senecio spp.) 

[BOLAND & JAENICKE 1982] sowie in Blättern und Stängeln von Flockenblumen (Centaurea spp.) 

[BINDER et al. 1990; TUNALIER et al. 2006]. Häufigster Vertreter ist Aplotaxen (C17H28), das 

Decarboxylierungs-Eliminierungs-Produkt von Linolensäure selbst. Bei Braunalgen kommen 

auch Acetogenine mit ausgedehnteren homokonjugierten Systemen und zusätzlichen 

Doppelbindungen vor [BARROW & CAPON 1990; YOUNGBLOOD et al. 1971; YOUNGBLOOD & 

BLUMER 1973].  

SCHNEIDER et al. [1998] vermuteten (Z,Z)-6,9,20-Heneicosatrien als Nebenkomponente des 

Sexualpheromons von Weibchen der Motte Panaxia quadripunctaria.  

F2.5 Zusammenfassung  

Durch Synthese der E/Z-Isomere von acht positionsisomeren 3,6,9,x-Tricosatetraenen wurde 

bei Tischeria ekebladella das ♀♀-spezifische Typ II-Actogenin (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-

tetraen identifiziert. Seine biologische Aktivität wurde im Biotest bewiesen: Die Verbindung ist 

das erste Sexualpheromon in der Familie der Tischeriidae und ein neuer Typ von Lepidopteren-

Pheromonen.  

Die Struktur dieses neuen Naturstoffs ist insofern besonders, als hier, im Gegensatz zu 

anderen Tetraenen bei Insekten, die vierte Doppelbindung weder homokonjugiert (Position 12) 

noch konjugiert (Position 1 oder 11) vorliegt, sondern durch eine Reihe von Methylengruppen 

vom „Linolensäure-System“ getrennt ist.  
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F3.1 Einleitung 

F3.1.1 Entomologie 

Triatoma infestans KLUG 1834 und 

T. brasiliensis NEIVA 1911 (Vinchucas) gehören 

zur Familie der Raubwanzen (Hemiptera: 

Heteroptera: Reduviidae), die weltweit ca. 

7.500 Spezies umfasst. In der überwiegend 

neotropischen Unterfamilie Triatominae sind 

etwa 140 Arten in 19 Gattungen beschrieben. 

Der größten von ihnen, Triatoma, werden ca. 

80 Spezies zugeordnet [LENT & WYGODZISNKY 

1979; GALVÃO et al. 2003; WEIRAUCH 2008; 

HENRY 2009; SCHOFIELD & GALVÃO 2009; 

WEIRAUCH & MUNRO 2009; BARGUES et al. 2010]. Diese meist endemischen Arten besiedeln 

terrestrische, trocken-warme Habitate aber auch Palmenkronen der süd- und 

mittelamerikanischen Tropen und Subtropen. Nur wenige von ihnen sind über größere Gebiete 

verbreitet, darunter T. infestans in Zentral-Südamerika [USINGER et al. 1966; GORLA 2002; 

CORTEZ et al. 2007] und T. brasiliensis, im semiariden Norden Brasiliens [COSTA et al. 2002, 2003; 

GORLA & NOIREAU 2010; GURGEL-GONÇALVES et al. 2012] (Abb. 41).   

Alle Triatominae sind obligate Haematophage, die z.T. eng mit spezifischen, vor allem 

warmblütigen Vertebraten assoziiert sind. Einige zeigen jedoch hohe Wirttoleranz. Und etwa 40 

polyphage Arten, besonders der Gattungen Triatoma, Rhodinus, Dipetalogaster und 

Panstrongylus, dringen bis in einfache ländliche Behausungen vor und parasitieren auch 

Menschen [BROOKS 1964; NOIREAU et al. 2009; GALVÃO & JUSTI 2015]. 

Adulte T. infestans erreichen eine Größe von bis zu 26 (♂♂) bzw. 29 mm (♀♀) (Abb. 42). 

Sowohl Häutung der Nymphen [SCHAEFER 2003a,b] als auch Dispersion der Adulten 

[LEHANE & SCHOFIELD 1976, LEHANE et al. 1992], Kopulation und Eiablage finden jeweils nur nach 

einer Blutmahlzeit statt [LÓPEZ et al. 1999; CRUZ LÓPEZ et al. 2001], sodass in Abhängigkeit vom 

Nahrungsangebot die Generationszyklen zwischen sechs Monaten und einigen Jahren dauern 

[ZELEDÓN & RABINOVICH 1981].  

Sowohl die flugunfähigen Larven als auch die Imagines sind nachtaktiv und ziehen sich 

tagsüber in geeignete Verstecke zurück. Beim Blutsaugen durch den typisch gebogenen 

Stechrüssel entleeren sie ihren Magendarmtrakt und können dann ein Vielfaches ihres 

Eigengewichts aufnehmen. Im Laufe ihres Lebens legen befruchtete Weibchen einige Hundert 

Eier meist einzeln in der Nähe der Wirte [HASE 1932; LENT & WYGODZISNKY 1979; SCHOFIELD 1994; 

GUARNERI et al. 2000; DETTNER 2003; NOIREAU & DUJARDIN 2010]. 

Abb. 41: T. infestans, Foto: [© PIEDRABUENA 2008]. 
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F3.1.2 CHAGAS-Krankheit 

In Süd- und Mittelamerika sind Triatominae häufig 

mit geißeltragenden Protozoen der Gattung 

Trypanosoma 126 (Kinetoplastidae: Trypanosomatida) 

infiziert [DE SOUZA 1999; EL-SAYED et al. 2005a, b; 

HICKMAN et al. 2008]. Der von Carlos CHAGAS [1909, 

1911] entdeckte humanpathogene Haematoflagellat 

T. cruzi ist Erreger der CHAGAS-Krankheit 

(Amerikanische Trypanosomiasis 127) [SCHAUB & 

WUNDERLICH 1985; DIAS & SCHOFIELD 1999; TEIXEIRA 

et al. 2006a,b; COURA & DIAS 2009; COURA & BORGES-

PEREIRA 2010]. T. cruzi durchläuft einen 

Entwicklungszyklus mit Wirtwechsel. Die Wanzen 

nehmen den Parasiten meist von einem infizierten 

Wirbeltier mit dessen Blut auf. Er vermehrt sich im 

Darmtrakt und wird in seiner infektiösen Form bei 

der Blutmahlzeit ausgeschieden. Die Erreger dringen durch den Stichkanal in die Blutbahn ein 

und wandeln sich in ihre zellinvasive Form um. Diese befällt zunächst die Blutzellen und 

schließlich Nerven- und Muskelzellen der inneren Organe. In diesen vermehren sich die 

Einzeller vor dem Immunsystem geschützt bis zum Tod der Wirtszellen [SCHAUB et al. 1989; 

SCHAUB 1989a; KOLLIEN & SCHAUB 2000; STUART et al. 2008; RASSI JR. et al. 2010] (s. Anh. G.8.1). Nach 

der akuten Blutphase mit unspezifischen, grippeähnlichen Symptomen und einer mehrjährigen 

Latenzzeit führt dies in der chronischen Organphase zu schweren Schäden besonders von Herz 

und Intestinaltrakt und bei vielen Patienten zum Tod [TANOWITZ et al. 1992; GOLD et al. 2006; 

NOIREAU et al. 2009; DE LANA & MACHADO 2010; DE SOUZA et al. 2010; RASSI et al. 2010; 

RASSI & DE REZENDE 2012; BARRIAS et al. 2013; CDC 2013; KIRCHHOFF 2014]. 

Die Parasiteninfektion ist eines der größten sozioökonomischen Probleme Südamerikas und 

eine vor allem armutsassoziierte Bedrohung für bis zu 80 Mio. Menschen. Trotz massiver 

internationaler Anstrengungen in den letzten zwanzig Jahren infizieren sich jährlich ca. 50.000 

Menschen neu, mehrere 10.000 sterben und etwa 8 Mio. sind lebenslang erkrankt (Abb. 43) 

[HADDOCK 1979; SCHOFIELD 1981; SCHOFIELD & DIAS 1999; SILVEIRA & VINHAES 1999; JANNIN & 

SALVATELLA 2006; SCHOFIELD et al. 2006; GUHL & LAZDINS-HELDS 2007; HOTEZ et al. 2008]. Der 

volkswirtschaftliche Schaden wird auf einige Milliarden US$ pro Jahr geschätzt [DIAS et al. 2002; 

CROMPTON 2010; MONCAYO & SILVEIRA 2010; RASSI JR. et al. 2010].  

                                                 
126

  Nobelpreis für Medizin 1907: Alphonse LAVERAN (1845-1922) F „für seine Arbeiten über die Bedeutung der 

Protozoen als Krankheitserreger“ 

127
  T. brucei: Erreger der Afrikan. Schlafkrankheit, Vektoren: Tsetsefliegen, Glossina spp. [STUART et al. 2008] 
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Abb. 42:  
Verbreitung epidemiologisch bedeutender 
Triatominen-Spezies,  
Quellen: [SILVEIRA 2002; GUHL & LAZDINS-
HELDS 2007; PATTERSON & GUHL 2010]. 
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F3.1.3 Krankheits- und Vektorbekämpfung 

Die Infektion mit dem Einzeller erfolgt zu ca. 80% durch die Wanzen. Alle Triatominae-Arten 

sind potenzielle T. cruzi-Vektoren. Epidemiologische Bedeutung haben vor allem T. infestans und 

R. prolixus sowie T. brasiliensis, P. megistus, T. pseudomaculata und T. sordida (Abb. 42). Über 100 

Arten von Wild- und Haustieren können als Reservoirwirte infiziert sein. Eine Übertragung ist 

u.a. auch durch kontaminierte Lebensmittel oder Bluttransfusionen möglich [ZELEDÓN & 

RABINOVICH 1981; SCHOFIELD & DIAS 1999; SILVEIRA & VINHAES 1999; WHO 2002; BARRETT et al. 

2003; COSTA et al. 2003; SCHOFIELD et al. 2006; TEIXEIRA et al. 2006a; NOIREAU et al. 2009; BRENIÈRE 

et al. 2010; JANSEN & ROQUE 2010; HONTEBEYRIE et al. 2010].   

Zur Bekämpfung der CHAGAS-Krankheit sind 

weder eine Impfung noch ein preisgünstiger 

Bluttest verfügbar. Trypozidale Medikamente 

wirken lediglich in der Blutphase und haben 

schwere, häufig irreversible Nebenwirkungen. Eine 

Behandlung der chronischen Krankheit ist kaum, 

eine Heilung unmöglich. [MARSHALL 1995; SCHOFIELD 

1985, LAURIA-PIRES et al. 2000; SCHOFIELD et al. 2006; 

TEIXEIRA et al. 2006a; APT 2010; PADILLA et al. 2010; 

RASSI JR. et al. 2010]. Die Entwicklung von 

Impfstoffen oder Medikamenten, die z.B. die 

Zellinvasion verhindern, befinden sich erst im 

Forschungsstadium [ANDRADE & ANDREWS 2005; 

ZACKS 2007; NERES et al. 2008; MEINKE et al. 2011]. 

Daher ist die Prävention von entscheidender 

Bedeutung: gesundheitliche Aufklärung, Gebäudesanierung, Screening von Blut- und 

Organspenden [SCHAUB & WUNDERLICH 1985; DIAS & SCHOFIELD 1999; WHO 2002; COURA & DIAS 

2009; GORLA et al. 2010]. Mit Abstand wichtigste Maßnahme ist die Bekämpfung der Vektoren. 

Der massive Einsatz von synthetischen Pestiziden 128 [DIAS et al. 2002; TEIXEIRA et al. 2006a] führt 

jedoch zunehmend zur Ausbildung von Resistenzen (auch gegen Pyrethroide) [VASSENA et al. 

2000; LARDEUX et al. 2010; MOUGABURE-CUETO & PICOLLO 2015]. Alternative Methoden 129 werden 

untersucht, sind derzeit aber nicht praxistauglich [DIAS & SCHOFIELD 1999; COURA & DIAS 2009].    

                                                 
128

  z.B.Dieldrin und Lindan, ab 1980er Jahre Pyrethroide (s. E.4.7); DDT ist ineffektiv. 

129
  Räuber und Parasitoide [BERTRAM 1973; MASNER 1975; DE SANTIS 1985; DOS SANTOS et al. 2014], insekten-

patogene Trypanosomen oder Pilze [SCHAUB & WUNDERLICH 1985; SCHAUB 1989b; Luz et al. 1999, 2004; VALLEJO 

et al. 2009], Trypanosomen-Toxin produzierende Endosymbionten [BEARD et al. 2001, 2002; DURVASULA 

et al. 2008; COUTINHO-ABREU et al. 2010] sowie Insektenhormone [WIGGLESWORTH 1969; TARRANT & CUPP 1978; 
DE VILLAR et al. 1987; DAVEY 1997].   

 

1 – 100 
100 – 1000 
> 1000 

überwiegend 
gelegentlich durch Vektoren 

Abb. 43: T. cruzi-Infektion (x1000, staatl. 
Schätzungen 2006-2009) und endemische 
CHAGAS-Gebiete, Quelle: [CROMPTON 2010]. 
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F3.1.4 Chemische Ökologie 

Bei parasitischen Insekten bilden Parasitierung, Nahrungssuche, Reproduktion und 

Verteidigung ein komplexes ethologisches System, das in erster Linie durch chemische Signale 

gesteuert wird (vgl. Aloxysta victrix). Angesichts der epidemiologischen und ökonomischen 

Bedeutung der Triatominen als Überträger der CHAGAS-Krankheit ist wenig über ihre chemische 

Kommunikation bekannt. Bisherige verhaltensphysiologische und chemische Untersuchungen 

ergeben ein unvollständiges und z.T. widersprüchliches Bild [CRUZ-LÓPEZ et al. 2001; 

GUERENSTEIN & GUERIN 2004; MILLAR 2005].  

Zur Wirtfindung nutzen Triatominen 

wie andere haematophage Insekten 

[VALE 1980; GUERENSTEIN & GUERIN 2001; 

GRANT & O’CONNELL 2010] vermutlich 

unspezifische Verbindungen als 

Kairomone [CRUZ-LÓPEZ et al. 2001]. Für 

typische Wirbeltierduftstoffe wie 

kurzkettige Carbonsäuren, Aldehyde 

oder Ammoniak wird eine attraktive 

Wirkung angenommen [TANEJA & GUERIN 

1995, 1997; GUERENSTEIN & LAZZARI 2010; 

SEENIVASAGAN & VIJAYARAGHAVAN 2010]. 

Menschlicher Atem und CO2 steigern ihre 

Aktivität und locken sie an [BARROZO & LAZZARI 2004a,b, 2006]. Bei der Nahorientierung spielt 

zudem die Wärmewahrnehmung eine Rolle [LAZZARI & NÚÑEZ 1989; CATALÁ 2011].   

Wanzen (Heteroptera) bezitzen eine Vielzahl meist paariger, exokriner Drüsen in Thorax und 

Abdomen [ALDRICH 1988, 1995; PETERS 2003]. Raubwanzen (Reduviidae) verfügen zudem über 

zwei für die Familie spezifische Drüsenpaare, welche bei ihnen für den Großteil der Sekretion 

verantwortlich sind: die ventralen Metasternal-Glands (MG) und die dorsolateralen BRINDLEY-

Glands (BG) (Abb. 44), [BRINDLEY 1930; STADDON 1979]. Das Wissen über die biologische 

Funktion und chemische Natur der diversen Drüsensekrete bei Wanzen ist jedoch meist auf ihre 

Warndüfte 130 oder die in großen Mengen produzierten Wehrstoffe begrenzt [FARINE et al. 1992, 

1993; FELDLÄUFER et al. 2010] (s. E.2). Auch Triatominen verteidigen sich mit einem Sekret, das 

bei ihnen überwiegend aus Isobuttersäure besteht und bei Bedrohung aus den BG abgesondert 

[HACK et al. 1980; JUÁREZ & BRENNER 1981; CRUZ-LÓPEZ et al. 1995].  

                                                 
130

  z.B. alkyl- und alkoxy-substituierte Pyrazine [ALDRICH et al. 1996, 1997] (s. Cerambycidae und C. arabica) 

Abb. 44: Thorax von Triatominen, aus [© WEIRAUCH 2006], 
mit REM-Aufnahme der Metaternaldrüse [© VITTA 

et al. 2009b]; für REM-Aufnahme der MG-Öffnung s. 
[WEIRAUCH & SCHUH 2011]. 
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100 µm 
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Bei Triatoma spp. könnte das BRINDLEY-Drüsensekret 131 zusätzlich eine intraspezifische 

Bedeutung als Alarmpheromon besitzen: In hohen Konzentrationen löst es bei Artgenossen 

Flucht- oder Verteidigungsverhalten aus [KÄLIN & BARRET 1975; SCHOFIELD 1979; WARD 1981; 

GUERENSTEIN & GUERIN 2001, 2004; MANRIQUE et al. 2006; AUDINO et al. 2007]. Ähnliches wird auch 

für Giftdrüsensekrete bei Hymenopteren beobachtet (vgl. C. dolichophylla) [LANDOLT et al. 1995; 

VERHEGGEN et al. 2010].  

Aggregation dient bei Triatominen nicht nur dem Schutz vor Feinden und dem Auffinden von 

Tagesverstecken. Sie ist zudem mit Wirtssuche, Nahrungsaufnahme und Fortpflanzung 

gekoppelt [SCHOFIELD 1979; MANRIQUE & LAZZARI 1995; PIRES et al. 2002; VITTA et al. 2002; 

FIGUEIRAS et al. 2009]. So lassen Berührungsreize die Tiere beieinander verharren (Thigmotaxis). 

Ein „footprint“-Faktor aus bisher nicht identifizierten epicuticularen Lipiden löst ähnliches 

Verhalten aus [JUÁREZ et al. 1984, 2001, 2002; JUÁREZ & BLOMQUIST 1993; FIGUEIRAS & 

LAZZARI 1998b]. Adulte wie Nymphen werden von den beim Blutsaugen abgesonderten 

Exkrementen und von darin enthaltenen Stickstoff-Verbindungen (z.B. methylierten 

Chinazolinen) angelockt [CRUZ-LÓPEZ et al. 1993; FIGUEIRAS et al. 1994; CRUZ-LÓPEZ & MORGAN 1995; 

FIGUEIRAS & LAZZARI 1998a; ALZOGARAY et al. 2005; SEENIVASAGAN & VIJAYARAGHAVAN 2010]. 

Möglicherweise wirken Duftstoffe der BG in niedriger Konzentration als Aggregations-Signal 

[FONTAN et al. 2002; ROJAS et al. 2002; GUERENSTEIN & GUERIN 2004; BARROZO & LAZZARI 2004b; 

MANRIQUE et al. 2006]. 132   

Sexualpheromone sind in der Unterfamilie bisher unbekannt. Allerdings liefern Verhaltens- 

und EAD-Tests bei Triatominen Hinweise auf ihre Existenz. So versammeln sich ♂♂ um 

kopulierende Paare und reagieren im Olfaktometer positiv auf Weibchenduft [BALDWIN et al. 

1971; MANRIQUE & LAZZARI 1995; SÁNCHEZ et al. 1995; FONTAN et al. 2002; ZACHARIAS et al. 2010]. 

Kontaktsignale (evtl. cuticulare Kohlenwasserstoffe) steuern vermutlich Partnerwahl und 

Kopulation [JUÁREZ & FERNÁNDEZ 2007; COCCHIARARO-BASTIAS et al. 2011]. Mögliche Sexual-

lockstoffe könnten in den erst bei Imagines entwickelten MG und BG produziert werden 

[GUERENSTEIN & GUERIN 2004; MANRIQUE et al. 2006]. Die Emissionen der BG lösen offenbar 

Aggregation, Flucht oder Verteidigung aus (s.o.), sind vermutlich aber nicht an der sexuellen 

Kommunikation beteiligt. [JUAREZ & BRENNER 1981; CRESPO & MANRIQUE 2007]. Im Gegensatz dazu 

zeigen T. brasiliensis- und T. infestans-♂♂ positiv anemotaktisches Verhalten auf den Duft der 

Metasternal-Drüsen von ♀♀ [MANRIQUE & LAZZARI 1995; VITTA et al. 2009a; ZACHARIAS et al. 2010]. 

Die ♂♂ von T. infestans und R. prolixus reagieren mit geringerer Kopulationsneigung nach 

Verschließen der Drüsenöffnungen bei ♀♀, und die sexuell motivierte Aggregation unterbleibt 

                                                 
131

  oder nur bestimmte seiner Nebenkomponenten: Butanon, 2- und 3-Methylbuttersäure und deren 

korrespondierende Alkohole sowie weitere kurzkettige Carbonsäuren, aliphatische Alkohole und deren Ester. 

132
  Einziges Aggregations-Pheromon bei Reduviiden ist von ♂♂ der nichtparasitären Raubwanze Pristhesancus 

plagipennis produziertes (Z)-3-hexenyl-(R)-2-hydroxy-3-methylbutyrat [JAMES et al. 1994] (L-102, s. E.4.4).  
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[CRESPO & MANRIQUE 2007; PONTES et al. 2008; ZACHARIAS et al. 2010]. Elektroantennographische 

Analysen bei T. infestans-♂♂ zeigten eine Reaktion auf Kopuladüfte [SÁNCHEZ et al. 1995; 

FONTAN et al. 2002; VITTA et al. 2009a]. 

Wie auch in BG-Extrakten [JUAREZ & BRENNER 1981; CRESPO & MANRIQUE 2007] wurden 

allerdings auch bei flüchtigen Inhaltsstoffen aus Metasternal-Drüsen keine 

geschlechtsspezifischen Unterschiede festgestellt. In SPM-Extrakten der MG von T. infestans, 

T. brasiliensis und R. prolixus [MANRIQUE et al. 2006; PONTES et al. 2008; VITTA et al. 2009a] wurden 

3-Pentanon als Hauptkomponente und daneben vor allem verzweigte und unverzweigte 

kurzkettige aliphatische Alkohole gefunden (s. Tab. 11, S.314). Für eine unbekannte Verbindung 

bei T. infestans wurde anhand des Massenspektrums ein Molekülion M+ = 143 vermutetet und 

ein aliphatisches Amin oder Amid postuliert [MANRIQUE et al. 2006]. Diese Substanz sowie 

Pentan-3-on, 2-Methylbutan-1-ol, 4-Methylheptan-1-ol und 1-Phenylethanol zeigen bei 

T. brasiliensis-♂♂ elektrophysiologische Aktivität [VITTA et al. 2009a].  

Die Untersuchung der chemischen Kommunikation bei Raubwanzen wird dadurch erschwert, 

dass die Tiere auch Stridulationsgeräuschen zur Verständigung nutzen [MANRIQUE & LAZZARI 

1994; MANRIQUE & SCHILMAN 2000] und Botenstoffe (wie bei sozialen Insekten [BLUM 1966; 

McGurk et al. 1966; Walter et al. 1993]) kontext- und konzentrationsabhängig verschiedenes 

Verhalten auslösen (s.o.) [GUERENSTEIN & GUERIN 2001, 2004; FONTÁN et al. 2002]. Pheromone 

könnten in Naturextrakten von den Defensiv- bzw. Offensivallomonen überdeckt sein, was auch 

deren Verwendung in Biotests verhindert (ähnlich wie bei Giftdrüsensekreten von Apocrita, s.a. 

Polyergus breviceps) [ALDRICH 1988; MILLAR 2005]. Sexualpheromone spielen in wirtassoziierten 

Habitaten mit hoher Populationsdichte möglicherweise eine untergeordnete Rolle. Außerdem 

wird bei Triatominen die sexuelle Aktivität nicht nur vom entwicklungsphysiologischen Zustand, 

sondern auch vom Nahrungsangebot beeinflusst.  

Vor diesem Hintergrund sind Lockstoffmassenfallen zur Reduzierung der vektorbedingten 

CHAGAS-Übertragung unrealistisch. Ein Verständnis der chemischen Kommunikation könnte 

jedoch die Entwicklung von Repellents oder Mating-Disruption-Methoden ermöglichen. 

Monitoring-Fallen könnten eine Wiederbesiedlung oder die Domestizierung zuvor wilder 

Spezies aufdecken und die Pestizidbelastung und Resistenzbildung bei der konventionellen 

Bekämpfung mindern [SCHOFIELD & DIAS 1999; BORGES et al. 2005; CECERE et al. 2006; WHO 2009]. 

F3.1.5 Zielsetzung 

Ziel dieser Arbeit war die Strukturaufklärung der unbekannten möglicherweise biologisch 

aktiven Verbindung sowie die Identifizierung weiterer flüchtiger Komponenten von 

Metasternaldrüsensekreten bei T. infestans und T. brasiliensis. Durch unabhängige Synthesen 

sollten Biotests ermöglicht werden, um zu überprüfen, ob diese Substanzen eine Funktion als 

Signalstoffe, z.B. bei der sexuellen Kommunikation, besitzen. 
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F3.2 Naturstoffanalyse 

Zur Strukturaufklärung der unbekannten, von MANRIQUE et al. [2006] und VITTA et al. [2009a] 

beschriebenen Verbindung und zur Identifizierung weiterer flüchtiger Verbindungen aus 

Metasternaldrüsen von T. infestans und T. brasiliensis wurden SPM- und Pentan-Extrakte von 

Drüsenpräparaten von ♂♂ und ♀♀ mittels GC/MS untersucht. Das biologische Material wurde 

von Prof. R. Unelius, Linnaeus University, SE, zur Verfügung gestellt. 

Graphik 42: TIC-Chromatogramm eines SPM-Extrakts von Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂.  
SPME: CAR/PDMS; GC/MS: Optima FFAP 50 m, 50/1-10-75-15-240/30;   s. Tab. 11. 
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Zur gaschromatographisch-massenspektrometrischen Analyse wurden CP-Sil5 als unpolare 

und Optima FFAP als polare Trennflüssigkeit verwendet. Das Totalionenstrom- (TIC-) 

Chromatogramm eines SPM-Extrakts der MG von T. infestans-♂♂ ist in Graphik 42 gezeigt. Die in 

Tab. 11 aufgeführten Verbindungen wurden anhand ihrer Massenspektren und Retentions-

Indices [KOVÁTS 1958] 133 identifiziert.  

Peak Chemische Verbindung Subst. EAD Menge rt KI 133
 Lit 

#  Code (Lit 2) rel. [A%] [min] O-FFAP  

1 Butanon   ••• 5.24 909 1, 1
BG

, 2 

2 Pentan-3-on  x •••• 6.14 976 1, 2 

3 Butan-2-ol   ••• 6.64 1015 2 

4 3-Methylbutan-2-ol   • 7.47 1080  

5 2-Methylpropan-1-ol   •• 7.52 1084 1
BG

, 2 

6 Pentan-3-ol   •••• 7.80 1107 1, 2 

7 Pentan-2-ol   ••• 7.94 1119 2 

8 uk (57▲-69-86-114-143) Ti.A x •••• 8.27 1146 1, 2 

9 Hexan-3-ol   ••• 8.86 1197 1, 2 

10 2-Methylbutan-1-ol  x ••• 9.02 1211 1, 1
BG

,2 

11 3-Methylbutan-1-ol   •••• 9.08 1216 1
 BG

 

12 3-Methylhexan-2-ol   •• 9.95 1293 2 

13 2,5-Dimethylpyrazin   • 10.78 1370  

14 n-Tetradecan   • 11.10 1400  

15 4-Methylhexan-1-ol   ••• 11.64 1452 2 

16 Heptan-1-ol a  •• 11.90 1477 2 

17 Essigsäure a  • 11.90 1477 1
BG

, 3 

18 n-Pentadecan   • 12.13 1500  

19 4-Methylheptan-1-ol  x •••• 12.56 1543 2 

20 Isobuttersäure   ••• 13.07 1595 1
BG

 

21 n-Hexadecan   • 13.12 1600  

22 3-Methylbuttersäure a  •••• 14.02 1694  

23 2-Methylbuttersäure a  •••• 14.02 1694 1
BG

 

24 Acetophenon   •• 14.29 1723  

25 2-Methylpentansäure   •• 14.88 1787  

26 1-Phenylethanol  x ••• 15.47 1853 1
BG

, 2 

27 2-Phenylethanol   •• 16.42 1961  

28 3-Methylphenol   •• 17.93 2140  

Tab. 11:  Chemische Verbindungen in SPM-Extrakten der Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂. 
Bedingungen: SPME-Adsorbens: Carboxen/Polydimethylsiloxane (CAR/PDMS),  
                          GC/MS: O-FFAP 50 m, 50/1-10-75-15-240/30;   s. Graphik 42. 
•••• Haupt-,   ••• Neben-,   ••, • Spurenkomponente;    
a: getrennt unter Verwendung von CP-Sil5;   uk: unbekannt, ▲ Basepeak;   fett: strukturelle 

Verwandtschaft mit Carbonyl-Komponenten der identifizierten Dioxolane (s. F3.3.1.2c und 
F3.3.2.2c).    

Literatur: 1) MANRIQUE et al. 2006 (BG: in BRINDLEY-Drüsen); 2) VITTA et al. 2009a; 3) FONTÁN et al. 2002. 
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 Retentionsindices für alle verwendeten gaschromatographischen Phasen berechnet durch Fit der 

Retentionszeiten eines Alkan-Rasters mit Polynom 3. Ordnung. 
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Zudem enthalten die Extrakte in geringer Konzentration verzweigte aliphatische 

Kohlenwasserstoffe, weitere verzweigte und lineare aliphatische Alkohole, Ester aus den 

aufgeführten Alkoholen und Carbonsäuren und einige Aromaten. Ein unbekannter Naturstoff, 

Ti.A, mit dem Basepeak m/z 57 ist eine der Hauptkomponenten des Extrakts.  

In Graphik 43 ist das TIC-Chromatogramm eines Pentan-Extrakts von Drüsenpräparaten von 

T. infestans-♀♀ dargestellt. Erwartungsgemäß dominieren, im Gegensatz zu Adsorbaten an 

polaren Festphasen, in den Pentan-Extrakten unpolare Verbindungen, insbesondere 

Kohlenwasserstoffe. Die unbekannte Substanz Ti.A ist in dieser Matrix entsprechend geringer 

konzentriert. Zusätzlich sind schwerer flüchtige Verbindungen wie langkettige Aldehyde und 

Carbonsäuren als Spurenkomponenten enthalten (Tab. 12).  

Graphik 43:  TIC-Chromatogramm eines Pentan-Extrakts von Metasternaldrüsen von T. infestans-♀♀. 
GC/MS: CP-Sil5, 50 m, 45-3.5-290;   s. Tab. 12. 

Die Mehrzahl der literaturbeschriebenen (alle der EAD-aktiven) Metasternaldrüsen-

Inhaltsstoffe [MANRIQUE et al. 2006; VITTA et al. 2009a] konnten in den untersuchten Extrakten 

gefunden werden. Dabei konnten in den Flüssigextrakten der MG von ♂♂ und ♀♀ beider 

Spezies nur geringe geschlechtsspezifische Unterschiede festgestellt werden. Lediglich 

aliphatische Carbonsäuren, die besonders als Wehrstoffe in BG-Extrakten (s. A.4), aber auch in 

Kopuladüften [FONTAN et al. 2002] gefunden wurden, sind offenbar typisch für ♂♂. Darüber 

hinaus beschränken sich Abweichungen unabhängig vom Geschlecht auf relative Intensitäten, 

die auch auf die individuelle Physiologie zurückzuführen sein könnten. Der unbekannte 
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Naturstoff Ti.A wurde in allen Festphasen- und Flüssigextrakten beider Geschlechter und beider 

Spezies gefunden. Er ist sehr wahrscheinlich identisch mit der gesuchten, vermutlich 

elektroantennographisch aktiven Verbindung.  

 
Peak #  Chemische Verbindung Subst. Menge rt KI 

133
 

Tab. 11 Forts.  Code rel. [A%] [min] CP-Sil5 

2  Pentan-3-on 
 

••• 5.82 680 

6  Pentan-3-ol  ••• 5.97 685 

 29 2,2,4-Trimethylpentan 
c
  •••• 6.07 689 

 30 Pent-3-en-2-ol  •• 6.09 689 

 31 n-Heptan  ••• 6.55 700 

11  3-Methylbutan-1-ol  • 6.75 712 

10  2-Methylbutan-1-ol  ••• 6.85 716 

20  Isobuttersäure a ••• 7.71 744 

 32 Methylheptan b •• 8.09 757 

 33 Methylheptan b •• 8.34 765 

 34 Hexan-2-ol  •• 9.06 787 

 35 n-Octan  •••• 9.19 800 

 36 4-Hydroxy-4-methylpentan-2-on  •• 9.68 806 

22  3-Methylbuttersäure a •••• 10.72 836 

23  2-Methylbuttersäure a •••• 11.18 849 

 37 n-Nonan  •••• 13.05 900 

25  2-Methylpentansäure a • 14.11 927 

 38 Phenol  •• 15.39 958 

 39 Hexansäure a • 15.65 965 

 40 n-Decan  • 17.33 1000 

 41 Diisopropyldisulfid  •• 17.62 1011 

 42 Methylcumol b •• 17.95 1019 

8  uk (57▲-69-86-114-143) Ti.A •• 17.96 1019 

19  4-Methylhepan-1-ol  ••• 18.19 1024 

26  1-Phenylethanol  •• 18.77 1037 

24  Acetophenon  • 18.88 1040 

28  3-Methylphenol  • 19.43 1052 

 43 Nonanal  • 20.95 1086 

27  2-Phenylethanol  • 20.97 1086 

 44 n-Undecan  • 21.68 1100 

 45 Octansäure  • 23.70 1147 

 46 Decanal  • 25.29 1183 

 47 Docecen b • 25.44 1186 

 48 n-Dodecen  • 25.91 1200 

 49 Nonansäure  • 27.73 1240 

 50 n-Tridecan  • 29.94 1300 

 51 Tetradecen b • 33.35 1389 

14  n-Tetradecan  •• 33.74 1400 

Tab. 12:  Chemische Verbindungen in Pentan-Extrakten der Metasternaldrüsen von T. infestans- 
und T. brasiliensis-♂♂ und -♀♀. 
Bedingungen: GC/MS: CP-Sil5 CB, 50 m, 45-3.5-290;   s. Graphik 43. 
a
 ausschließlich in Drüsenxtrakten von ♂♂,   

b
 Konstitutionsisomer unbekannt, 

c
 Kontaminante;   fett: strukturelle Verwandtschaft mit Carbonyl-Komponenten der 

identifizierten Dioxolane (s. F3.3.1.2c und F3.3.2.2c). 
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Bei Verwendung der unpolaren gaschromatographischen Trennflüssigkeit (CP-Sil5) eluiert 

Ti.A mit einem Retentionsindex von KI = 1019 (Tab. 12), unter Verwendung der polaren Phase 

(Optima FFAP) bei KI = 1146 (Tab. 11). Das 70 eV-Massenspektrum (Graphik 44) zeigt m/z 171 als 

schwerstes detektiertes Fragment und als charakteristische Ionen m/z 143, 128, 114 und 86. 

Graphik 44: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) des unbekannten, EAD-aktiven Naturstoffs Ti.A 
bei T. infestans und T. brasiliensis. 

Zur Bestimmung der Molekülmasse wurden GC/CI-MS-Analysen (chemische Ionisation, 

Reaktantgas: Isobutan [LEINONEN & VAINIOTALO 1994]) durchgeführt. Die Verbindung Ti.A liefert 

ein Massenspektrum mit m/z 143 als Basispeak und m/z 173 als Signal höchster Masse. Aus dem 

hochaufgelösten Massenspektrum (GC/HR-MS) wurden für die charakteristischen Ionen 

folgende chemische Zusammensetzungen berechnet (Tab. 13): 

m/z exp 
[Da] 

Summen- 
formel 

m calc 
[Da] 

∆∆∆∆    
[ppm] 

∆∆∆∆    
[mDa] 

unsat.  
eq. 

Qual. 
 

57.0339 C3H5O   ▲▲▲▲ 57.0340 2.45 0.14 1.5 *** 
69.0701 C5H9 69.0704 4.71 0.33 1.5 *** 
86.0712 C5H10O 86.0732 22.83 1.97 1 ** 

114.1041 C7H14O 114.1045 3.20 0.37 1 *** 
128.1203 C8H16O 128.1201 -1.44 -0.19 1 *** 
143.1076 C8H15O2 143.1072 -2.76 -0.40 1.5 *** 
157.1250 C9H17O2 157.1229 -13.65 -2.15 1.5 ** 
171.1383 C10H19O2 171.1385 1.20 0.21 1.5 *** 

172.1421 C10H20O2   ◄◄◄◄  
a
 172.1463 24.57 4.23 1 ** 

Tab. 13: Exakte und theoretische monoisotopische Massen sowie berechnete Summenformeln 
der diagnostischen und intensivsten Fragmente der unbekannten Verbindung Ti.A. 
SPME der Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂ 

Qualität: *** ∆ < ±1 mDa, ** ∆ < ±10 mDa; 
a
 geringe Int.; Basepeak: ▲, Molekülion: ◄,  

Bedingungen: GC/70 eV EI-HR-MS,  O-FFAP 50 m, 50/1-10-75-15-240/30. 
Berechnung unter Verwendung von ChemCalc [PATINY & BOREL 2013; PATINY 2014]. 
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F3.3 Strukturaufklärung Triatoma-spezifischer Dioxolane 

F3.3.1 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) 

F3.3.1.1 Strukturhypothesen für den Naturstoff Ti.A 

Das CI- und das HR-Massenspektrum von Ti.A weisen auf ein Molekülion der Masse M+ = 172 

mit einer elementaren Zusammensetzung C10H20O2 hin, sodass die vorherige Vermutung des 

Vorliegens einer N-haltigen Verbindung mit M+ = 143 verworfen werden muss. Das Fragmention 

m/z 143 (C8H15O2
+, M+-29) wäre dann Ergebnis der Abspaltung einer Ethyl-Gruppe aus dem 

Molekülion. Weiterhin entstünden die charakteristischen Signale m/z 128 (C8H16O+, M+-44) 

durch Verlust von C2H4O (Acetaldehyd) und m/z 114 (C7H14O+, M+-58) durch Abspaltung von 

C3H6O (Propanal oder Aceton).  

Die Verbindung zeigt bei einem Molekulargewicht von M = 172 u verhältnismäßig niedrige 

Retentionsindices auf beiden Trennsäulen (Tab. 11 und Tab. 12), weshalb das Vorliegen stark 

polarer funktioneller Gruppen unwahrscheinlich erschien. Aus der Summenformel resultiert ein 

Doppelbindungs-Äquivalent. Da Versuche zur katalytischen Hydrierung von Ti.A negativ 

verliefen und sich die Verbindung auch nicht mit Lithiumaluminiumhydrid reduzieren ließ, 

konnten die Anwesenheit einer Doppelbindung sowie einer Carbonyl-Gruppe ausgeschlossen 

werden. Die hohe Stabilität des Ions m/z 143 lässt auf α-Spaltung und die Bildung eines 

möglicherweise cyclischen Oxoniumions schließen (Schema 88). Die Struktur von Ti.A lässt sich 

somit auf cyclische Ether und Acetale bzw. Ketale eingrenzen. 

Schema 88: Interpretation des 70 eV-Massenspektrums des Naturstoffs Ti.A. 
Mögliche (A) und ausgeschlossene (B) Acetale mit Pentan-3-on als Carbonyl-Komponente. 

Auf der Basis bekannter Fragmentierungsmuster [FRIEDEL & SHARKEY 1956; MARSHALL & 

WILLIAMS 1967] wurde ein substituiertes cyclischen Acetal als Grundstruktur angenommen. 

Bedenkt man, dass Pentan-3-on eine der Hauptkomponenten der flüchtigen Drüseninhaltsstoffe 

ist, so könnte dieses auch die Carbonyl-Komponente des Acetals sein. Dies würde die Bildung 

des postulierten Oxoniumions durch Abspaltung einer Ethyl-Gruppe sowie das intensive Signal 

m/z 86 als Folge der Ringspaltung erklären. Der Verlust von sowohl C2H4O (M+-44) als auch von 
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C3H6O (M+-56) aus dem Molekülion (jeweils Bruch einer Ring-C-C-Bindung in α-Position zu 

einem der Heteroatome) ist lediglich aus einem 4,5-substituierten 1,3-Dioxolan (a) möglich, 

nicht aber aus einem 1,3-Dioxan (b oder c) oder einem anderen Heterocyclus (Schema 88). 

Dieser Überlegung zufolge sind 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) und 2,2-Diethyl-

4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (#141) mögliche Strukturen für den Naturstoff Ti.A (Schema 89). Die 

beiden Alkohol-Komponenten, 2,3-Pentandiol und 2-Methyl-2,3-butandiol, sind als Naturstoffe 

bekannt, sodass die Vorschläge auch aus biosynthetischer Sicht plausibel erscheinen (s. F3.4, 

S.355 und Anh. G.8.2). 

Schema 89: Strukturpostulate für den Naturstoff Ti.A 

F3.3.1.2 Aufklärung der Konstitution von Ti.A 

F3.3.1.2a Retrosynthese 

Substituierte 1,3-Dioxolane (a) sind aus einer Carbonyl-Komponente (c) durch nukleophile 

LEWIS-Säure (LS)-katalysierte Cycloaddition an ein Epoxid (e) [BLACKETT et al. 1970; 

TOROK et al. 1993] (Schema 90A) oder durch sauer-katalysierte Acetalisierung eines vicinalen 

Diols (d) [VAN RISSEGHEM 1960; REED & ZHANG 2003] (Schema 90B) zugänglich.  

Schema 90: Retrosynthese zur Darstellung Alkyl-substituierter 1,3-Dioxolane.  

F3.3.1.2b Synthesen zur Aufklärung der Konstitution von Naturstoff Ti.A 

Zur Aufklärung der Konstitution des Naturstoffs Ti.A wurden die Strukturvorschläge 2,2,4-

Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) und 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (#141) 

(Schema 89) durch Synthesen von Referenzenverbindungen gemäß Schema 90 überprüft: 

Ein Stereomerengemisch von Ti.1 wurde durch saure Acetalisierung von Pentan-2,3-diol 

(#143) mit Pentan-3-on (#144) dargestellt [RENOLL & NEWMAN 1948]. Dazu wurde Pentan-2,3-

dion (#142) mit Lithiumaluminiumhydrid zu einem 2:3-Gemisch (GC-Elutionsreihenfolge) der 

Diastereomere von (2RS,3RS)-#143 reduziert (Schema 91A).  
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Racemisches 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (rac-#141) wurde durch BF3-

katalysierte Öffnung [CONCELLÓN et al. 2005] von (3RS)-2,2,3-Trimethyloxiran (rac-#146) mit #144 

dargestellt. 134 Das racemische Epoxid wurde durch Epoxidierung [MOORE et al. 1999] von 2-

Methylbut-2-en (#145) mit m-CPBA erhalten (Schema 91B). 

Schema 91: Synthese eines Isomerengemischs von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) und 

Darstellung von racemischem 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (rac-#141). 
Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C, 3 h;  ii) p-TsOH, Pentan, refl. 16 h;  iii) m-CPBA, DCM, -20 °C 

12 h;  iv) BF3·Et2O, DCM, 0 °C 6 h.   

Die beiden racemischen trans-/cis-Diastereomere von Ti.1 wurden im Verhältnis von 3:4 (GC-

Elutionsreihenfolge, Graphik 46A, S.326) erhalten und weisen unter Verwendung unpolarer  

(HP-1, CP-Sil5, DB-5) wie auch polarer (FFAP) GC-Trennflüssigkeiten stark unterschiedliche 

Retentionszeiten auf. Die Zuordnung der relativen Konfiguration blieb zunächst offen.  

F3.3.1.2c Strukturbeweis für die Konstitution von Ti.A 

Auf allen drei GC-Säulen besitzt das früher eluierende Diastereomer 1 von 2,2,4-Triethyl-5-

methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) die gleiche Retentionszeit wie der Naturstoff Ti.A. Die 

Retentionsindices von 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (rac-#141) sind in allen Fällen 

deutlich abweichend (Tab. 14, S.325).  

Die 70 eV-Massenspektren der Syntheseprodukte sind in Graphik 45 gezeigt. Ein Vergleich 

mit dem Spektrum des Naturstoffs Ti.A (Graphik 45A) bestätigt die Zuordnung anhand der 

Retentionszeiten: Die Isomere von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) (Graphik 45B 

und C) liefern untereinander sehr ähnliche Spektren, dasjenige von Isomer 1 ist jedoch nahezu 

naturidentisch. Das Massenspektrum von #141 (Graphik 45D) unterscheidet sich vor allem durch 

die geringen Intensitäten des diagnostischen Signals m/z 128 und des Fragments m/z 69.  
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 Dabei bildet sich nach LEWIS-Säure katalysierter Pinacol-Umlagerung [SMITH et al. 1959; 

SOLLADIÉ-CAVALLO et al. 2006] des Oxirans #146 zu Pivaldehyd als Nebenprodukt 

(2RS,5RS)-2-tert-Butyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (#147) (MS s. Anh. G.8.2). 
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Graphik 45:  Vergleich des 70 eV-Massenspektrums (GC/MS) von (A) natürlichem Ti.A mit den Spektren 
der synthetischen 2,2-Diethyl-1,3-dioxolane Ti.1 Isomer 1 (B), Ti.1 Isomer 2 (C) und rac-#141 (D). 
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Die beobachtete massenspektrometrische Fragmentierung (Graphik 44 und Tab. 13, S.317) von 

2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) lässt sich wie in Schema 92 dargestellt erklären 

[FRIEDEL & SHARKEY 1956; MARSHALL & WILLIAMS 1967]: Primärfragmentierung ist die α-Spaltung 

an C2 unter Verlust einer Ethyl-Gruppe und Bildung eines mesomeriestabilisierten 

Oxioniumions mit m/z 143 [C8H15O2
+]. Demgegenüber ist die Abspaltung einer Alkylgruppe von 

C4 oder C5 wegen fehlender Mesomeriestabilisierung weniger günstig, was durch die geringe 

Intensität des Signals m/z 157 (0.1%) [M+-Me] belegt wird (vgl. Ti.C, F3.3.2.2d, S.352). Durch 

Spaltung des Fünfrings unter Neutralverlust von Acetaldehyd bzw. Propanal aus dem 

Molekülion (Bindungsbruch C4-C5, s.a. Schema 88) entstehen die Ionen m/z 128 [C8H16O+] bzw. 

m/z 114 [C7H14O+]. Der Ring könnte alternativ in einer konzertierten Cyclorevision (A) oder 

schrittweise (α-Spaltung einer acetalischen C-O-Bindung und anschließender C-C-

Bindungsbruch, B) in zwei Fragmente mit m/z 86 zerfallen (entsprechend den beiden 

Komponenten des Acetals). Das so entstehende 3-Pentanon-Kation (Carbonyl-Komponente) 

könnte durch α-Spaltung das Tochterion m/z 57 [C3H5O+] als Basision des Spektrums liefern (vgl. 

Ti.B, F3.3.2.2d, S.351). Das Kohlenwasserstoff-Fragment m/z 69 [C5H9
+] entstammt vermutlich 

dem Diol-Rückgrat.   

Schema 92: Hypothetische massenspektrometrische Fragmentierung von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-
dioxolan (Ti.1). 
A, B: alternative Mechanismen des 1,3-Dioxolan-Spaltung; Neutralverluste: grau  (s.a. Schema 88). 
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F3.3.1.3 Aufklärung der relativen Konfiguration von Ti.A  

F3.3.1.3a Planung der stereoselektiven Synthese 

Die Bestimmung der relativen Konfiguration an C4 und C5 des Naturstoffs 2,2,4-Triethyl-5-

methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) erfordert eine cis/trans-diastereoselektive Synthese. 

Die LEWIS-Säure (LS)-katalysierte Öffnung eines Epoxids durch den Sauerstoff einer 

Carbonyl-Verbindung als Nukleophil erfolgt unter Inversion des angegriffenen Kohlenstoffs 

[BLACKETT et al. 1970]. Anschließend cyclisiert das Primäraddukt durch nukleophilen Angriff des 

Alkoholat-Sauerstoffs auf den Carbonyl-Kohlenstoff zum 1,3-Dioxolan (Schema 93A).  

Schema 93: Mechanismen der Acetalisierung von Carbonyl-Verbindungen. 
A: LEWIS-Säure (LS)-katalysierte, nicht regiospezifische Öffnung von Epoxiden: 

Isomerisierung durch Inversion eines der Stereozentren, 
B: sauer katalysierte Kondensation mit vicinalen Diolen unter Erhalt der Konfiguration. 

Erfolgt die Öffnung streng nach einem SN2-Mechanismus, so entstehen aus 

diastereomerenreinen, racemischen 1,2-substituierten Epoxiden diastereomerenreine 

Enantiomeren-Gemische von 4,5-disubstituierten Dioxolanen: man erhält aus einem cis-Epoxid 

das trans-konfigurierte cyclische Acetal und aus dem trans-Epoxid das cis-Produkt. Die 

benötigten Oxirane (e) können durch Epoxidierung [SCHWARTZ & BLUMBERGS 1964; KIM et al. 

1998] der entsprechenden Z- bzw. E-konfigurierten Alkene (f) dargestellt werden (Schema 94).  
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Schema 94: Syntheseplanung zur cis/trans-selektiven Darstellung von 1,3-Dioxolanen via 
diastereomerenreiner Epoxide aus (E)- bzw. (Z)-Alkenen.  

F3.3.1.3b Stereoselektive Synthese von  2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) 

Gemäß Schema 94 wurde zur Synthese von (4R*,5R*)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

(trans-Ti.1) kommerziell erhältliches (Z)-Pent-2-en (Z-#148) mit m-CPBA epoxidiert und das 

entstandene (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) LEWIS-Säure-katalysiert an Pentan-3-

on (#144) addiert. In analoger Weise lieferte ausgehend von (E)-Pent-2-en (E-#148) die BF3-

katalysierte Öffnung von (2R*,3R*)-2-Ethyl-3-methyloxiran (trans-#149) racemisches (4R*,5S*)-

2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.1) (Ausbeuten ca. 60% über 2 Stufen) (Schema 95).  

Schema 95: Stereoselektive Synthese von racemischem cis- und trans-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-

dioxolan (Ti.1);   

Legende s. Schema 91.   

Damit konnte dem (unter Verwendung verschiedener Trennflüssigkeiten jeweils) früher 

eluierenden der gaschromatographisch getrennten Diastereomere von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-

1,3-dioxolan (Ti.1) (Isomer 1, Graphik 45A) trans-Konfiguration zugeordnet werden (Tab. 14).  

Die gaschromatographische Elutionsreihenfolge und die sehr hohen α-Werte der cis/trans-

Isomere (Tab. 14) lassen sich mit Hilfe von durch MM2-Kraftfeldrechung [ALLINGER 1977] 

angenäherten Raumstrukturen erklären: Der Fünfring von cis-Dioxolanen ist stärker gewinkelt, 

wodurch die Sauerstoffatome weiter an die Peripherie des Moleküls rücken [ALEMÁN et al. 1996; 

SHEN et al. 1986; JIMENEZ-BARBERO et al. 1988]. Beim trans-Isomer sind sie stärker in eine 

Kohlenwasserstoffhülle  eingebettet  (Abb. 45).  Die  Wechselwirkung  mit der  stationären Phase 
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  O-FFAP CP-Sil5 DB-5ms HP-1 

Naturstoff trans-Ti.A 1146 1019  1016 

 cis-Ti.A 1244 1059   

Synthese trans-Ti.1 1143 1018 1017 1016 

 cis-Ti.1 1243 1058 1060 1053 

 α (trc/trt) 1.233 1.097  1.204 

 #141 1138  998 996 

Tab. 14: Diastereomeren- α-Werte von Ti.1 sowie Vergleich der Retentionsindices 
133

 von cis-Ti.1, 

trans-Ti.1 und (5RS)-2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (rac-#141) mit denen des 

Naturstoffs Ti.A.  
Bedingungen:  HP-1 (30 m, 60/3-10-300),  CP-Sil5 CB (50 m, 45-3.5-290),   

O-FFAP (50 m, 60/3-5-230),  DB-5ms (30 m, 60/5-10-300).   

ist daher schwächer und das trans-Isomer eluiert früher. Ähnliches beobachtet man bei E- und Z-

konfigurierten alkyl- und dialkyl-substituierten Spiroacetalen [FRANCKE et al. 1981; 

KITCHING et al. 1989] (s. C. dolichophylla, Megacyllene spp.).  

Abb. 45: Raumstrukturen von trans- (A) und cis- (B) 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) 
(Energieminimierung durch MM2-Kraftfeldrechnung). 

Gestützt wird dieses Modell der Raumstrukturen durch NMR-spektroskopische Experimente: 

sowohl in der 1H- als auch in der 13C-Resonanz liefern die beiden Ethyl-Gruppen an C2 von cis-

Ti.1 wegen der anderen chemischen Umgebung voneinander abweichende chemische 

Verschiebungen δ (bei gleichen Kopplungskonstanten 3
J=7.5 Hz), während die entsprechenden 

Kerne von trans-Ti.1 fast isochron sind (s. H.4.4 und Anh. G.8.3).     

cis-Ti.1:  
1H: δ [ppm] = 0.94 (H12), 1.02 (H10), 1.65 (H11), 1.73 (HC9) 
13C: δ [ppm] = 8.38 (C10), 9.05 (C12), 29.58 (C11), 30.63 (C9). 

trans-Ti.1:  
1H: δ [ppm] = 0.99 / 1.00 (C10 und C12), 1.68 / 1.69 (C9 und C11), 
13C: δ [ppm] = 8.41 / 8.44 (C10 und C12), 31.26 / 31.29 (C9 und C11). 
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F3.3.1.3c Beweis der relativen Konfiguration von Ti.A 

Unter Verwendung der verschiedenen GC-Trennflüssigkeiten coeluiert trans-Ti.1 (Isomer 1) 

mit dem Naturstoff Ti.A (Graphik 46, Tab. 14). Darüber hinaus konnte durch Kenntnis der 

Retentionsindices und Vergleich der Ionenspuren m/z 143 von Syntheseprodukt und 

Naturextrakt bei T. infestans natürliches cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.A) mit 

einem Anteil von 0.2% (relativ zu trans-Ti.A) nachweisen werden (Graphik 46C). 

Graphik 46: Gaschromatographische Bestimmung der relativen Konfiguration von natürlichem 2,2,4-
Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A). 

A: TIC eines synthetischen Gemischs von trans- und cis-Ti.1, 
B: TIC eines Pentan-Extrakts der Metasternaldrüsen von T. infestans-♀♀, 
C: EIC (Extracted Ion Chromatogram) m/z 143 aus Chromatogramm B (Int. x50).  

Bedingungen: CP-Sil5 CB, 50 m, 45-3.5-290. 

 

O

O

+ ent

cis-Ti.1O

O

+ ent

trans-Ti.1

B 

99.8% 

0.2% 

C 

A 

Ti.A 

Ti.A2 

TIC 

m/z 143 

16 17 18 19 20 [min] 

0

2

[%]

0

100

[%]

0

100

[%]

x50 

cis-Ti.A  

trans-Ti.A  

cis-Ti.1 
+ ent 

+ ent 
trans-Ti.1 In

t 
[%

] 
In

t 
[%

] 
In

t 
[%

] 

t [min] 20 19 18 17 16 



2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) F3.3.1 

 

327 

F3.3.1.4 Aufklärung der absoluten Konfiguration von Ti.A 

F3.3.1.4a Planung der enantioselektiven Synthese 

Die Aufklärung der absoluten Konfiguration von natürlichem trans-2,2,4-Triethyl-5-methyl-

1,3-dioxolan (trans-Ti.A) erfordert die enantioselektive Synthese der beiden trans-Isomere und 

deren gaschromatographische Trennung an einer optisch aktiven stationären Phase.  

Schema 96: Mögliche Edukte für die enantioselektive Darstellung vicinaler Diole durch Asymmetrische 
Dihydroxylierung (AD) bzw. Asymmetrische Epoxidierung (AE) / Kinetische Racematspaltung (KR). 

Erfolgt die Öffnung eines enantiomerenreinen Epoxids nicht regiospezifisch, so werden nach 

Schema 93A (S.323) cis- bzw. trans-Dioxolane als Gemische ihrer Enantiomere im Verhältnis der 

Angriffswahrscheinlichkeiten erhalten. Hingegen lässt die Acetalisierung von vicinalen Diolen 

die Stereochemie der hydroxylierten Kohlenstoffe unverändert (Schema 93B). Die 4,5-

Enantiomere sollten demnach aus enantiomerenreinen vicinalen Diolen (d) zugänglich sein 

[WERSHOFEN et al. 1989; BLACKETT et al. 1970; SOLLADIÉ-CAVALLO et al. 2006; COLVIN et al. 1983]. 

Deren enantioselektive Synthese wäre nach SHARPLESS [2002] 135 durch Asymmetrische 

Dihydroxylierung (AD) aus einem 1,2-disubstituierte Alken (f) bzw. aus einem prochiralen 

sekundären Allylalkoholen (g) durch Kinetische Racematspaltung (KR) mittels Asymmetrischer 

SHARPLESS-Epoxidierung (AE) möglich (Schema 96).  

syn-Pentan-2,3-diol (syn-#143): Durch 

SHARPLESS´ Asymmetrische Dihydroxylierung (AD) 

[SHARPLESS et al. 1992; KOLB et al. 1994a, b] (s. Anh. 

G.3.3) werden wegen der Geometrie der Kavität 

(Abb. 46) der chiralen OsO4-Komplexe besonders 

E- nicht aber Z-konfigurierte Alkene (f) zu 

enantiomerenreinen Diolen (d) oxidiert. Zur 

enantioselektiven Darstellung von #143 eignet 

sich daher nur (E)-Pent-2-en (E-#148), welches 

nach [2+2]-Cycloaddition an eine Os=O-Bindung 

die beiden syn-Isomere liefert. Geometrischen 

                                                 
135

 Nobelpreis für Chemie 2001: Barry SHARPLESS (* 1941) USA „für seine Arbeiten über chiral katalysierende 

Oxidationsreaktionen“; zusammen mit W. S. KNOWLES und R. NOYORI 

Abb. 46: Orientierung des Olefins bei der  
AD nach SHARPLESS.  
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Überlegungen zufolge (Abb. 46) sollte mit AD-mix α (bottom-Angriff) das (2S,3S)- und mit AD-

mix β (top-Angriff) das (2R,3R)-Produkt erhalten werden (Schema 97A) [SHARPLESS et al. 1977; 

JØRGENSEN & SCHIØTT 1990; NORRBY et al. 1996].   

Schema 97: Retrosynthese zur enantioselektiven Darstellung vicinaler Diole durch Asymmetrische 
Dihydroxylierung (AD) bzw. Asymmetrische Epoxidierung (AE) / Kinetische Racematspaltung (KR). 

anti-Pentan-2,3-diol (anti-#143): Durch Asymmetrische SHARPLESS-Epoxidierung - Kinetische 

Racematspaltung (AE-KR) [SHARPLESS & WOODARD 1983] (s. Anh. G.3.4) geeigneter Allylalkohole 

(g) werden enantiomerenreine α-Hydroxyalkyloxirane (h) erhalten, die sich reduktiv zu den 

anti-Diolen öffnen lassen [SHARPLESS et al. 1983a,b]. Als Edukte wären demnach 3-Penten-2-ol 

(#152) und 1-Penten-3-ol (#151) möglich (Schema 97B). Ersteres wurde auch in einigen der 

Naturextrakte nachgewiesen (Tab. 12, S.314).  

Bei der Epoxidierung durch SHARPLESS´ optisch 

aktive Ti-Tatrat-Komplexe sollte Pent-1-en-3-ol 

(#151) wegen R1 = Ethyl als dirigierende Gruppe 

mit höherer Diastereoselektivität epoxidiert 

werden als #152 (Abb. 47). Das terminale Epoxid 

sollte zudem eine höhere Regioselektivität bei der 

reduktiven Öffnung zeigen. Für #151 als Substrat 

wurde anhand der ÜZ-Raumstrukturen für 

Epoxide verschiedener Konfiguration die 

Selektivität der Epoxidierung prognostiziert (s. 

Anh. G.3.4): Bei tiefer Temperatur und begrenzter 

Reaktionszeit sollte aus dem Racemat (rac-#151) durch Ti2[(+)-tat]2(OiPr)4 bevorzugt (S)-#151 

selektiv zum (2R,3S)-Epoxid (#153) oxidiert werden, während das (R)-Edukt nicht umgesetzt 

wird. Analog sollte Ti2[(–)-tat]2(OiPr)4 durch Umwandlung nur von (R)-#151 das enantiomorphe 
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anti-Produkt (2S,3R)-#153 liefern (Abb. 47) [FINN & SHARPLESS 1985; ROSSITER & STADDON 1985; 

PFENNINGER 1986].   

Alternativ könnte Pentan-2,3-dion (#142) enzymatisch reduziert werden. Für Bäckerhefe 

(Saccharomyces cerevisiae) ist hierfür die hochselektive Bildung von (2S,3R)-Pentan-2,3-diol 

(2S,3R-#143) beschrieben [BESSE et al. 1993; SEEBACH et al. 1985]. 

F3.3.1.4b Enantioselektive Synthese von  2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) 

Zur Darstellung der enantiomerenreinen trans-Dioxolane (4R,5R)- und (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-

5-methyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.1) wurden ausgehend von (E)-Pent-2-en (E-#148) die beiden syn-

konfigurierten vicinalen Diole syn-#143 durch SHARPLESS´ Asymmetrische Dihydroxylierung 

dargestellt [BECKER & SHARPLESS 1996; OI & SHARPLESS 1996; MOORE et al. 1999; KANDULA & KUMAR 

et al. 2005; ANDREANA et al. 2002].  

Mit AD-mix β 136 bei 0 °C wurde aus E-#148 unter Zusatz von MeSO2NH2 (2R,3R)-Pentan-2,3-

diol (2R,3R-#143) (Ausbeute 62%) und mit AD-mix α (2S,3S-#143) (67%) erhalten (Schema 98). 

137 Anschließend wurden die optisch aktiven syn-Diole mit Pentan-3-on (#144) unter Katalyse 

mit p-Toluolsulfonsäure und Abscheiden entstehenden Kondensationswassers 

[VANDERWEL & OEHLSCHLAGER 1992] acetalisiert. Die Zielverbindungen (4R,5R)- und (4S,5S)-Ti.1 

wurden in Ausbeuten von jeweils etwa 80% erhalten. 

Schema 98: SHARPLESS Asymmetrische Dihydroxylierung zur Darstellung von (2R,3R)- bzw. (2S,3S)-Pentan-2,3-
diol (#143) und Acetalisierung zu (4R,5R)- bzw. (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1).  

Bedingungen: v) AD-mix α bzw. β, MeSO2NH2, t-BuOH/H2O 1)1, 40 h 0°°C, ii) Pentan-3-on (#144) p-TsOH, 
Pentan, refl. 16 h. 

                                                 
136

 AD-mix α bzw. AD-mix β: kommerzielle Gemische aus Kaliumosmat K2Os(VI)O2(OH)4 als Präkatalysator 

(0.2 mol% pro Mol Substrat), Kaliumhexacyanoferrat K3Fe(CN)6 (3 äq) als Cooxidans, PHAL(DHQ)2 bzw. 
PHAL(DHQD)2 (0.1 mol%) als chirale Liganden und Kaliumcarbonat (3 äq).  

137
 Eine Testreaktion mit Z-#148 unter Verwendung von AD-mix α lieferte ausschließlich racemisches anti-

Pentan-2,3-diol (2R*,3S*-#143). 
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Die enantiomeren cis-Dioxolane (4R,5S)- bzw. (4S,5R)-Ti.1 wurden aus durch Asymmetrische 

Epoxidierung - Kinetische Racematspaltung dargestellten anti-Diolen #143 erhalten.  

Zu deren Darstellung wurde zunächst kommerziell erhältliches Pent-1-en-3-on (#150) mit 

Natriumborhydrid in Methanol 1,2-selektiv zum Allylalkohol rac-#151 reduziert (Ausbeute 62%) 

[VARMA & KABALKA 1985; GRIESSER et al. 1998; FUJII et al. 1991]. Im Anschluss wurde racemisches 

Pent-1-en-3-ol (rac-#151) durch SHARPLESS-Epoxidierung 138 mit (2R,3R)-L-(+)-Weinsäure-

diisopropylester (DIPT) als chiralen Ligand [MARTIN et al. 1981; MORI & OTSUKA 1985a,b; MORI & 

SEU 1985; PFENNINGER 1986; CHONG & WONG 1987; CRIMMINS & DEBAILLIE 2006] in ein Gemisch aus 

(2R,3S)-1,2-Epoxypentan-3-ol (2R,3S-#153) und nicht umgesetztem (3R)-Pent-1-en-3-ol (3R-

#151) umgewandelt. Nach Reduktion des Epoxid-Rohprodukts mit LiAlH4 wurde (2R,3S)-Pentan-

2,3-diol (2R,3S-#143) mit 30% über 2 Stufen isoliert [MIHAILOVIĆ et al. 1976]. Die Reaktionsfolge 

lieferte bei der Epoxidierung mit (2S,3S)-D-(-)-DIPT die jeweiligen optischen Antipoden und die 

Reduktion entsprechend (2S,3R)-#143 (27% über 2 Stufen). Die jeweilige Acetalisierung lieferte 

(4S,5R)-Ti.1 bzw. (4R,5S)-Ti.1 mit einer Ausbeute von 79% bzw. 83%. (Schema 99).  

Schema 99: SHARPLESS´ Asymmetrische Epoxidierung - Kinetische Racematspaltung zur Darstellung von anti-
(2R,3S)- bzw. (2S,3R)-#143 und deren Acetalisierung zu syn-(4S,5R)- bzw. (4R,5S)-Ti.1.  
Bedingungen: vi) NaBH4, MeOH, RT, 90 min; vii) Ti(OiPr)4, (+)- bzw. (-)-DIPT, TBHP, DCM, 40 h -20 °C;  
viii) LAH, Et2O, -20 °C bis RT 6 h; ii) Pentan-3-on (#144), p-TsOH, Pentan, refl. 8 h. 
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In einer wässrigen Aufschlämmung von gefriergetrockneter Bäckerhefe, Saccharomyces 

cerevisiae, wurde Pentan-2,3-dion (#142) durch enzymatische Reduktion bekannter Selektivität 

in (2S,3R)-Pentan-2,3-diol (2S,3R-#143) umgewandelt [BESSE et al. 1993; SEEBACH et al. 1985] 

(Schema 100). Daraus wurde das Dioxolan (4R,5S)-Ti.1 mit einer Ausbeute von 47% (über 2 

Stufen) erhalten.  

Schema 100: Enzymatische Reduktion zur Darstellung von (2S,3R)-#143 und (4R,5S)-Ti.1. 

Bedingungen: ix: Yeast, H2O, 30 °C, 24 h; ii: Pentan-3-on (#144), p-TsOH, Pentan, refl. 8 h. 

Die vier Isomere von Pentan-2,3-diol (#143) (Schema 98, S.329; Schema 99, S.330; Schema 100, 

S.331) konnten gaschromatographisch bei Verwendung von Octakis-(2,6-di-O-pentyl-3-O-

butyryl)-γ-cyclodextrin (Lipodex® E) als optisch aktiver stationärer Phase getrennt werden: Die 

SHARPLESS-Asymmetrische Dihydroxylierung von E-#148 lieferte trotz des wenig 

unterschiedlichen und geringen Raumanspruchs von Methyl- und Ethyl-Gruppe hohe 

Enantiomeren-Überschüsse: 93±2% ee für (2R,3R)-#143 und ca. 96% ee für (2S,3S-#143) 

(Graphik 47B und C). Die anti-Diastereomere wurden nicht detektiert.  

Graphik 47: Enantioselektive GC-FID-Analyse synthetischer Pentan-2,3-diole (#143). 
A: gleichteiliges Stereoisomeren-Gemisch nach Schema 91A, S.320;    
B,C:  (2R,3R)- und (2R,3R)-#143 (Asymm. Dihydroxylierung), Schema 98, S.329;    
D:  (2R,3S)-#143 (Asymm. Epoxidierung), Schema 99, S.330;    
E:  (2S,3R)-#143 (enzym. Red.), Schema 100, S.331;   
Bedingungen: Lipodex E®, 30 m, 60 °C isotherm. 
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Die durch SHARPLESS-Asymmetrische Epoxidierung erzielte Enantiomeren- (ee) und 

Diastereomerenreinheit (de) der beiden anti-Enantiomere lag jeweils bei über 98%, (2R,3S-#143: 

s. Graphik 47D). Durch enzymatische Reduktion wurde (2S,3R-#143) mit etwa 95% ee erhalten 

(Graphik 47E). Diese Synthese bestätigte die prognostizierte Selektivität der SHARPLESS-

Epoxidierung von Pent-1-en-3-ol (rac-#151) unter Verwendung von (–)-Diisopropyltatrat als 

Ligand, sodass die Zuordnung bewiesen werden konnte. 

 α (trB/trA) Konfig.1 Konfig.2 

Enantiomere 1.050 S,S R,R 

 1.160 S,R R,S 

Diastereomere 1.235 R,R R,S 

 1.064 R,R S,R 

 1.296 S,S R,S 

 1.117 S,S S,R 

Tab. 15: α-Werte der C4,C5-Isomeren-Paare von Pentan-2,3-diol (#143). 
GC-Bedingungen:  Lipodex E®, 30 m, 60 °C isotherm. 

Wegen des starken Tailing (Polarität der nicht derivatisierten Diole) und der hohen 

Enantiomerenüberschüsse ließ sich der jeweilige ee-Wert der Syntheseprodukte nur ungenau 

bestimmen. Die gaschromatographischen α-Werte der Enantiomeren- und Diastereomeren-

Paare von Pentan-2,3-diol (#143) sind in Tab. 15 zusammengestellt. 

Graphik 48: Enantioselektive GC-FID-Analyse synthetischer Isomere von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-
dioxolane (Ti.1).  
A: Racemate, Epoxid-Öffnung (Schema 95, S.324), Stereomeren-Gemisch nach Schema 91A, S.320;   
B: Produkte der enantioselektiven Dioxolan-Synthesen (Schema 98, S.329; Schema 99, S.330; 
Schema 100, S.331).   Bedingungen: Hydrodex β-6TBDM®, 30 m, 50 °C isotherm. 
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Die optische Reinheit der vier synthetischen Isomere von Ti.1 (Schema 98, S.329; Schema 99, 

S.330; Schema 100, S.331) wurde mittels enantioselektiver Gaschromatographie an Heptakis-(6-

O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin (Hydrodex β-6TBDM®) [DIETRICH 

et al. 1992] überprüft. Die Enantiomere beider Paare wurden zwar nicht baseline-getrennt, eine 

eindeutige Zuordnug der Peaks war aber möglich (Graphik 48). Die α-Werte der Enantiomeren- 

und Diastereomeren-Paare sind in Tab. 16 zusammengestellt.  

 α (trB/trA) Konfig.1 Konfig.2 

Enantiomere 1.047 R,R S,S 

 1.052 S,R R,S 

Diastereomere 1.650 R,R R,S 

 1.568 R,R S,R 

 1.576 S,S R,S 

 1.497 S,S S,R 

Tab. 16: α-Werte der C4,C5-Isomeren-Paare von synthetischem Ti.1.  
Bedingungen: Hydrodex β-6TBDM®, 30 m, 60 °C isotherm. 

Die enantioselektive Synthese der trans-Dioxolane (4R*,5R*-Ti.1) durch Acetalisierung 

lieferte Enantiomeren-Überschüsse nur wenig unterhalb derer der syn-Diole (2R*,3R*-#143). Die 

Reaktion verläuft also wie erwartet in guter Näherung unter Retention der Konfiguration 

(Tab. 17). Hingegen lagen die Enantiomeren- und Diastereomerenüberschüsse der cis-Dioxolane 

(4R*,5S*-Ti.1) deutlich unter denen der trans-Isomere bei ca. 75%, obwohl die jeweiligen anti-

Diole (2R*,3S*-#143) mit ee-Werten ≫ 90% eingesetzt wurden (Tab. 17). Dies lässt eine 

Isomerisierung der aus sterischen Gründen thermodynamisch instabileren cis-Dioxolane unter 

den Bedingungen der Acetalisierung vermuten. Hingegen lieferte die stereoselektive Epoxid-

Öffnung von racemischem trans-#149 bei 0 °C (Schema 95, S.324) das einheitlich cis-konfigurierte 

Produkt (Graphik 48A, s. H.4.4).      

#143 
ee 
[%] 

Ti.1 
ee 
[%] 

de [%] 

Σcis: Σtrans 

syn 
2S,3S ca. 96 

trans 
4S,5S 92±1  

2R,3R 93±2 4R,5R 86±3  

anti 
2S,3R > 98 

cis 
4R,5S 73±1 80±1 

2R,3S > 98 4S,5R 73±2 71±2 

Tab. 17: Enantiomeren- und Diastereomerenüberschüsse synthetischer 2,2,4-Triethyl-5-
methyl-1,3-dioxolane (Ti.1) und ee-Werte synthetischer Pentan-2,3-diole (#143). 
Bedingungen: Hydrodex β-6TBDM®, 30 m, 50 °C isotherm. 
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Eine Verschiebung des cis/trans-Verhältnisses zu Gunsten der trans-Dioxolane unter leicht 

aciden Bedingungen konnte mittels NMR-Spektroskopie beobachtet werden (Graphik 49). 

Deshalb wurden die Dioxolane NMR-spektroskopisch in C6D6 charakterisiert (s. Anh. G.8.3). 

Graphik 49: Isomerisierung von cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.1) in CDCl3. 
Ausschnitte der 

1
H-NMR-Spektren (400 MHz), Integrale der Methin-Protonen an C4 und C5; 

A: t = 24 h RT;   B: t = 48  h RT;   C: t = 96 h RT.  

Die relative Konfiguration der synthetischen cis- und trans-Dioxolane konnte NMR-

spektroskopisch bestätigt werden. Die chemische Verschiebung der Protonen in Position 4 und 5 

sowie der Kohlenstoffe C4 und C5 stimmen jeweils mit denen literaturbekannter 4,5-

disubstituierter 1,3-Dioxolane überein [CHUCHE et al. 1967; SENDA et al. 1977; ENDERS & 

NAKAI 1991; ZHAO et al. 2007].  

Für die Methin-Protonen an C4 und C5 der trans- bzw. cis-konfigurierten Fünfringe wurden 

vicinale Kopplungskonstanten von 3
Jtrans4,5 = 8.5 Hz bzw. 3

Jcis4,5 = 6.6 Hz beobachtetet. Die MM2-

Rechnung (Abb. 45, S.325) liefert für die beiden Protonen Diederwinkel von φtrans = 152° bzw. 

φcis = 37°. Die nach der KARPLUS-Beziehung daraus berechneten Kopplungskonstanten 

entsprechen etwa den experimentellen Werten. Wegen der Diastereotopie der Methylen-

Protonen an C6 beobachtet man für C4 ein ddd-Signal (Graphik 50). 
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Graphik 50: 
1
H-NMR-Spektren (500 MHz, C6D6) von A: cis- und B: trans-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-

dioxolan (Ti.1), Ausschnitte der Methin-Protonen an C4 und C5. 

cis: 3.75 (ddd, 
3
J4-6=9.3, 4.3 Hz, 

3
J4-5 = 6.4 Hz, 1H, CH C-4), 4.04 (qd, 

3
J5-8, 5-4=6.4, 6.4 Hz, 1H, CH C-5) 

trans: 3.35 (ddd, 
3
J4-5 = 8.2, 

3
J4-6 = 7.7, 4.3 Hz, 1H, CH C4), 3.57 (dq, 

3
J4-5 = 8.2, 

3
J5-8 = 6.0 Hz, 1H, CH C5) 
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F3.3.1.4c Beweis für die absolute Konfiguration von Naturstoff Ti.A 

Nach unabhängiger Synthese der vier Isomere von 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) 

und ihrer enantioselektiven gaschromatographischen Trennung (Graphik 48) konnte die absolute 

Konfiguration des Naturstoffs Ti.A durch Vergleich der Retentionszeiten bestimmt werden 

(Graphik 51).  

Dominierendes natürliches Isomer ist (4S,5S)-Ti.A. Dessen (4R,5R)-Enantiomer konnte in 

einem Pentan-Extrakt von T. infestans-♀♀ mit einem relativen Anteil von ca. 10% identifiziert 

werden. Bei T. brasiliensis wurde ein (4S,5S) : (4R,5R)-Verhältnis von etwa 4 : 1 gefunden. Die 

absolute Konfiguration des natürlichen, in Spuren vorkommenden cis-Dioxolans (cis-Ti.A) 

(Graphik 46, S.326) konnte wegen der geringen zur Verfügung stehenden Extraktmengen nicht 

bestimmt werden.  

Graphik 51: Bestimmung der absoluten Konfiguration von natürlichem 2,2,4-Triethyl-5-
methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) durch enantioselektive Gaschromatographie.  
A: synthetisches Racemat von trans-Ti.1 (Schema 95, S.324); 
B: Pentan-Extrakt der Metasternaldrüsen von T. infestans-♀♀.    
Bedingungen: Hydrodex β-6TBDM®, 30 m, 60 °C isotherm.   
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F3.3.2 Natürliche Dioxolane mit unterschiedlicher Substitution an C2 

F3.3.2.1 Naturstoffanalyse und Strukturhypothesen  

Der identifizierte Naturstoff 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) ist das 

Kondensationsprodukt aus Pentan-2,3-diol und Pentan-3-on (s. F3.4, S.355). Das Keton ist die 

höchst konzentriete Carbonyl-Verbindung in den Drüsenextrakten. Da zudem eine Vielzahl 

kurzkettiger Carbonsäuren, Ketone und primärer Alkohole (allerdings keine Diole) identifiziert 

wurde (Tab. 11und Tab. 12, S.314 und 316 sowie F3.3.2.2c), erschien die Anwesenheit anderer, 

unbekannter Vertreter dieser Substanzklasse naheliegend. Die Fragmentierungsprinzipien von 

Ti.1 (Graphik 44, S.317; Schema 92) [FRIEDEL & SHARKEY 1956; MARSHALL & WILLIAMS 1967] 

ermöglichen für 1,3-Dioxolane mit anderem Substitutionsmuster die Prognose diagnostischer 

massenspektrometrischer Ionen. Als solche wurden jene angesehen, die auf den in Schema 101 

gezeigten Wegen entstehen könnnen: α-Abspaltung eines der Substituenten von C2 unter 

Bildung eines stabilisierten Oxoniumions, Ringspaltung unter Neutralverlust (N) von (bei 

unsymmetrischen Diolen verschiedenen) Carbonyl-

Verbindungen sowie Cyclorevision (CR) zu Fragmenten mit 

Gerüst der Kondensationsedukte (vgl. Spiroacetale, C.arabica, 

C. dolichophylla, Megacyllene).   

Schema 101: Hauptfragmentierungen von alkylsubst. 1,3-Dioxolanen: 

        α-Spaltung an C2, Cyclorevision (CR), Ringspaltung (N). 

Als mögliche Kandidaten wurden a) die 1,3-Dioxolane von Pentan-2,3-diol (#143) mit C2- bis 

C6-Aldehyden und C3- bis C6-Ketonen als Carbonyl-Komponenten sowie b) die Ketale von 

Pentan-3-on (#144) mit unverzweigten, vicinalen Diolen mit zwei bis fünf Kohlenstoffen 

angenommen. Alle Dioxolane von Pentan-3-on liefern durch CR das Ion m/z 86. Durch α-Spaltung 

entstehen ungeradzahlige Freagmente: m/z 115 bei allen C2-monosubstituierten Pentan-2,3-

diol-Acetalen, m/z 129, 143, 157 und 171 bei Ketalen sowie als M+-H bei Acetalen. Durch 

Ringspaltung werden geradzahligen Ionen z.B. m/z 100, 114, 128 und 142 gebildet (s. Anh. G.8.4). 

Um Hinweise auf die vermuteten Substanzen zu erhalten, wurden diese Ionenspuren aus den 

TIC-Chromatogrammen der Naturextrakte extrahiert (Extracted Ion Chromatogram, EIC, s. Anh. 

G.8.5) und gemäß eines möglichen gemeinsamen Auftretens kombiniert.    

Auf diese Weise wurden neun weitere unbekannte Naturstoffe identifiziert, deren 

Fragmentierungsmuster auf 4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane hindeuten. In Graphik 52 sind ihre 

Retentionszeiten im TIC-Chromatogramm eines Metasternaldrüsen (MG)-SPM-Extrakts von 

T. infestans-♂♂ und in Graphik 53 im Chromatogramm eines MG-Pentan-Extrakt von ♀♀ 

markiert (↓). Weitere 2,2-Diethyl-1,3-dioxolane mit anderer Substitution an C4 und C5 wurden 

nicht gefunden. 
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Graphik 52: Potenzielle 4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane in SPM-Extrakten der MGs von T. infestans-♂♂. 
A: TIC-Chromatogramm,   B:EIC m/z 114,   C: EIC m/z 115 (Extrakt 1)    
D: EIC m/z 115   (Extrakt 2). 
Bedingungen: CAR/PDMS-SPME, O-FFAP 50 m, 50/1-10-75-15-240. 

 

Graphik 53: Potenzielle 4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane in Pentan-Extrakt der MGs von T. infestans-♀♀. 
Bedingungen: CP-Sil5 CB, 50 m, 45-3.5-290/30. 
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Die vermuteten neuen Dioxolane, ebenso wie die bereits identifizierte Verbindung Ti.A, 

werden massenspektrometrisch im Chemical-Ionisation (CI)-Modus besonders leicht ionisiert, 

was die Annahme einer strukturellen Verwandtschaft unterstützt. Die CI-Spektren zeigen sehr 

intensive Signale von M++H und M+-R (vermutlich α-Spaltung an C2). Das CI-TIC-

Chromatogramm (GC/CI-MS, Isobutan) (Graphik 54) ähnelt der Summe der EICs m/z 114 und 

m/z 115 (Graphik 52) und lässt vermuten, dass keine weiteren als die markierten Kandidaten 

enthalten sind. Allerdings konnten nicht in jedem der Extrakte (möglicherweise wegen sehr 

geringer Konzentrationen) alle dieser Verbindungen nachgewiesen werden (vgl. Graphik 52, 

Graphik 53 und Graphik 54). 

Graphik 54: GC/CI-MS TIC-Chromatogramm, SPME der Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂. 
Optima-FFAP (50 m, 50/1-10-75-15-240), Reaktantgas: Isobutan. 

Bis auf sehr geringe relative Intensitätsunterschiede sind die 70 eV EI-Massenspektren von 

Ti.C1 und Ti.C2, von Ti.D1 und Ti.D2 sowie von Ti.E1, Ti.E2 und Ti.E3 identisch, weshalb jeweils 

Stereoisomere mit gleichem Substitutionsmuster angenommen (und die Verbindungen 

entsprechend nummeriert) wurden. Sie könnten durch ein zusätzliches Stereozentrum bei 

asymmetrischer Substitution an C2 entstehen. Zudem unterscheiden sich die Spektren von Ti.E 

und Ti.F (Spurenkomponente) nur wenig, was auf Strukturisomere an C2 hindeutet. Bei Ti.B und 

Ti.F ließ sich nur ein Peak beobachten. Die 70 eV-Massenspektren der unbekannten Naturstoffe 

(bzw. Stereoisomeren-Gruppen) Ti.B bis Ti.F sind in Graphik 55 und Graphik 56 gezeigt. Die 

massenspektrometrischen Daten sind in Anhang G.8.6 zusammengestellt.  

Die Massen der Molekülionen wurden aus den CI-Massenspektren ermittelt, die elementare 

Zusammensetzung der charakteristischen Ionen aus den HR-Spektren berechnet (Tab. 18). Mit 

Hilfe dieser Informationen konnte die massenspektrometrische Fragmentierung der neuen 

Verbindungen analog der von Dioxolan Ti.1 (Schema 92) interpretiert werden.  

 

7.0 8.0 9.0 [min] 

Ti.A 

T
i.

B
 

T
i.

E
1

 
T

i.
E

2
 

T
i.

E
3

 

T
i.

D
1

 

T
i.

C
1

 

T
i.

C
2

 

0

100

[%]

In
t 

[%
] 

t [min] 



F3.3 Strukturaufklärung Triatoma-spezifischer Dioxolane 

 

340 

Graphik 55: 70 eV EI-Massenspektren der natürlichen möglichen substituierten 4-Ethyl-5-
methyl-1,3-dioxolane Ti.B (A) und Ti.D (B) bei Triatoma-♂♂ und -♀♀. 

Bei dem vermuteten Dioxolan Ti.B mit M+ = 158 (C9H18O2) (Graphik 55A) lassen die intensiven 

Signale m/z 143 (C8H15O2
+) und m/z 129 (C7H13O2

+) (Tab. 18A, S.342) auf die alternative α-

Abspaltung einer Methyl- bzw. einer Ethyl-Gruppe schließen (Schema 102A, S.343). Die 

Carbonyl-Komponente wäre dann Butanon. Die Fragmente der Massen m/z 100 (C6H12O+) und 

m/z 114 (C7H14O+) würden sich durch Ringspaltung unter Verlust von Propanal bzw. Ethanal aus 

dem Molekülion bilden.  

Das Massenspektrum von Ti.D (Graphik 55B) ist dem von Ti.A (Graphik 44, S.317) sehr ähnlich. 

Die jeweiligen Ionen gleicher Massenzahlen besitzen dieselben elementaren 

Zusammensetzungen. 
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Graphik 56: 70 eV EI-Massenspektren der natürlichen möglichen substituierten 4-Ethyl-5-methyl-
1,3-dioxolane Ti.C (A), Ti.E (B) und Ti.F (C) bei Triatoma-♂♂ und -♀♀. 
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A B C 

Ti.B   Ti.C   Ti.E  

m/z [Da] Summe  m/z [Da] Summe  m/z [Da] Summe 

43.0186 C2H3O    ▲▲▲▲  45.0343 C2H5O  45.0349 C2H5O 

57.0323 C3H5O  56.0622 C4H8  57.0349 C3H5O 

72.0571 C4H8O  69.0703 C5H9       ▲▲▲▲  70.0777 C5H10 

      85.0629 C5H9O 

87.0819 C5H11O  87.0805 C5H11O  87.0797 C5H11O 

100.0061 C6H12O  100.0883 C6H12O  99.0813 C6H11O 

114.1019 C7H14O  114.1060 C7H14O  114.1025 C7H14O 

   115.0774 C6H11O2  115.0746 C6H11O2  ▲▲▲▲ 

129.0911 C7H13O2  129.0905 C7H13O2  128.1212 C8H16O 

143.1090 C8H15O2  157.1263 C9H17O2  143.1068 C8H15O2 

158.1158 C9H18O2  ◄◄◄◄ a 158.1290 C9H18O2   ◄◄◄◄  
a 172.1429 C10H20O2 ◄◄◄◄ 

Tab. 18: Exakte Massen und Summenformeln charakteristischer Fragmente der vermuteten  
4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane Ti.B,  Ti.C  und  Ti.E.  
SPME der Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂; Molekülion (◄◄◄◄), Basepeak (▲▲▲▲);   
Bedingungen: GC/70 eV EI-HR-MS,  O-FFAP 50 m, 50/1-10-75-15-240/30. 
Berechnung unter Verwendung von ChemCalc [PATINY & BOREL 2013; PATINY 2014]. 

weitere Ionen: s. Anh. G.8.7.  

Das Fragment m/z 115 ist bei Ti.E und Ti.F Basepeak der EI-Spektren und zeigt bei Ti.C eine 

relative Intensität von 97% (Graphik 56). Aus den HR-Spektren wurde einheitlich die 

Zusammensetzung C6H11O2 berechnet (Tab. 18B und C). Dies entspricht dem an C2 

unsubstituierten cyclischen Oxoniumion, das sich durch α-Spaltung nur aus C2-monoalkylierten 

Dioxolanen bilden kann (Schema 102). Gestützt wird die Vermutung von Aldehyd-Derivaten 

durch das Auftreten relativ intensiver Signale von M+-1 (m/z 157 bzw. m/z 171) bei Ti.C und Ti.E 

entsprechend der Abspaltung des Acetal-Wasserstoffs von C2. Die Bildung von m/z 115 erfolgt 

bei Ti.C mit M+ = 158 (C9H18O2) durch Verlust von m/z 43 entsprechend n-Propyl oder iso-Propyl, 

bei Ti.E und Ti.F mit M+ = 172 (C10H19O2) durch Verlust von m/z 57 entsprechend n-Butyl, iso-

Butyl oder sec-Butyl. 139 Wegen der sehr geringen Konzentration von Ti.F konnten keine HR-MS-

Daten bestimmt werden. Unter der Annahme eines Strukturisomers von Ti.E sollten aber Ionen 

gleicher m/z-Verhältnisse auch dieselben Summenformeln besitzen (Tab. 18C).  

Mit Aldehyden und unsymmetrischen Ketonen entsteht bei der Acetalisierung 

unsymmetrischer vicinaler Diole ein neues Stereozentrum in Position 2 des Dioxolan-Rings. Dies 

könnte das Auftreten von Stereoisomeren bei Ti.C und Ti.D erklären. Im Falle von Ti.E könnte ein 

zusätzliches Stereozentrum in der Alkyl-Gruppe an C2 vorhanden sein.  

                                                 
139

 Eine tert-Butyl-Gruppe an C2 ist weniger wahrscheinlich. Zwar resultiert das Signal m/z 57 zu etwa 50% 

aus dem Fragment C4H9 (s. Anh. G.8.7). Gegen diese Substitution sprechen aber sowohl ein Vergleich der 
ähnlichen Fragmentierung von Ti.1 und #141 (Graphik 45) mit dem deutlich abweichenden Spektrum des 
tert-Butyl-Nebenprodukts #147 (s. Anh. G.8.2) als auch biogenetische Überlegungen. Zudem ist 2,2-
Dimethylpropanal als Naturstoff unbekannt, vgl. F3.4, S.48.  
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Schema 102: Interpretation der diagnostischen massenspektrometrische Signale der Naturstoffe  
Ti.B,   Ti.C   und  Ti.E bzw. Ti.F.  

Nach dieser Interpretation der beobachteten Fragmentierung sind für die unbekannten 

Naturstoffe Ti.B, Ti.C, Ti.E und Ti.F die in Schema 103 gezeigten Strukturen wahrscheinlich. Für 

Ti.D konnte bisher kein Strukturvorschlag entwickelt werden.  

Schema 103: Strukturpostulate für die Naturstoffe  Ti.B,  Ti.C,  Ti.E und Ti.F.  
Ti.B: (2RS,4RS,5RS)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.2)  
Ti.C: (2SR,4RS,5RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.3) oder 
 (2SR,4RS,5RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-propyl-1,3-dioxolan (Ti.4). 
Ti.E und Ti.F: (2RS,4RS,5RS,1´RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.5),  
 (2RS,4RS,5RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6) oder 
 (2RS,4RS,5RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-butyl-1,3-dioxolan (Ti.7). 

Die vermuteten natürlichen Acetale Ti.B bis Ti.F würden demnach Pentan-2,3-diol (#144) als 

gemeinsame Alkohol-Komponente besitzen. Es erscheint zudem plausibel, dass bei 

strukturverwandten Verbindungen, die von derselben Spezies produziert werden, ein 

gemeinsames Strukturelement auch dieselbe Konfiguration aufweist. Die Diole-Komponente 

dürfte folglich einheitlich syn-Konfiguration aufweisen. Und die postulierten Dioxolane würden 

wie 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.A) 4,5-trans-konfiguriert sein. (s. F3.3.1.3c).  

Ti.B

Ti.C

Ti.E

Ti.F

(2RS,4RS,5RS)-Ti.14

O

O

(2RS,4RS,5RS)-Ti.15

O

O

O

O

O

O

(2RS,4RS,5RS,1'RS)-Ti.16 (2RS,4RS,5RS)-Ti.17 (2RS,4RS,5RS)-Ti.18

O

O

O

O

(2RS,4RS,5RS)-Ti.13

1
2

3
6

5
4

9

8

7

11

10

1
2

3
6

5
4 9

8

7

10

11

1
2

3
6

5
4

9

8

7
11

10

1
2

3
6

5
4 9

8

7
11

10

12

1
2

3
6

5
4

9

8

7

12

11
10

1
2

3
6

5
4

9

8

7

12

11

10

(2RS,4RS,5RS)-Ti.7 

(2RS,4RS,5RS)-Ti.2 

(2RS,4RS,5RS)-Ti.3 (2RS,4RS,5RS)-Ti.4 

(2RS,4RS,5RS,1‘RS)-Ti.5 (2RS,4RS,5RS)-Ti.6 

O

O

m/z 129

m/z 100

m/z 114

m/z 143

A

O

O C3H7

m/z 100

m/z 114

m/z 115
B

O

O
C4H9

m/z 114

m/z 128

m/z 115
C

Ti.B Ti.C Ti.E und Ti.F



F3.3 Strukturaufklärung Triatoma-spezifischer Dioxolane 

 

344 

F3.3.2.2 Aufklärung von Konstitution und relativer Konfiguration von Ti.B bis Ti.F 

F3.3.2.2a Planung der stereoselektiven Synthese 

Bei 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (Ti.1) wurde durch diastereoselektive Synthese der 

cis- sowie der trans-Isomere gezeigt, dass diese untereinander sehr ähnliche Massenspektren 

liefern (Graphik 45, S.321). Zudem wurde für die vermuteten neuen Dioxolane dem Naturstoff 

Ti.A entsprechend trans-Konfiguration angenommen (s. S.343).  

Daher wurden zur Aufklärung der Strukturen von Ti.B bis Ti.F und parallel zur Bestimmung 

der relativen Konfiguration an C4 und C5 die in Schema 103 (S.343) postulierten 2-Alkyl-4-ethyl-

5-methyl-1,3-dioxolane Ti.2 bis Ti.7 trans-stereoselektiv durch Epoxid-Öffnung analog Ti.1 

(F3.3.1.3b) dargestellt. Die Konfiguration des wegen asymmetrischer Substitution an C2 dritten 

Stereozentrums der sechs Verbindungen lässt sich auf dieser Syntheseroute (ebenso wie bei der 

sauren Acetalisierung von 1,2-Diolen) nicht kontrollieren.  

F3.3.2.2b Stereoselektive Synthese von Ti.2 bis Ti.7 

Zur trans-selektiven Dioxolan-Synthese gemäß Schema 95 (S.324) wurde (Z)-Pent-2-en (Z-

#148) mit m-CPBA epoxidiert und erhaltenes racemisches cis-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) 

BF3-katalysiert mit den verschiedenen Carbonyl-Komponenten zu den gewünschten Acetalen 

umgesetzt (Schema 104). Die Edukte und Produkte dieser Synthesen sind in Tab. 19 

zusammengestellt.  

Carbonyl-Komponente 1,3-Dioxolan 

#  # Substitutionsmuster Konfiguration 

#154 Butanon Ti.2 2,4-Diethyl-2,5-dimethyl- 2RS,4R*,5R* 

#155 2-Methylpropanal Ti.3 4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)- 2RS,4R*,5R* 

#156 n-Butanal Ti.4 4-Ethyl-5-methyl-2-n-propyl- 2RS,4R*,5R* 

rac-#157 2-Methylbutanal Ti.5 4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)- 2RS,4R*,5R*,1’RS 

#158 3-Methylbutanal Ti.6 4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)- 2RS,4R*,5R* 

#159 n-Pentanal Ti.7 2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl- 2RS,4R*,5R* 

Tab. 19: Synthetische 1,3-Dioxolane durch Reaktion von cis-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) mit 
unterschiedlichen Carbonyl-Verbindungen.  
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Die meisten der so erhalten C2-Stereoisomeren-Paare konnten gaschromatographisch 

getrennt werden. Die Epimere lieferten jeweils untereinander nahezu identische 

Massenspektren. Die 70 eV-EI-Massenspektren der neuen Dioxolane sind in Graphik 57 gezeigt. 

Ihre Retentionsindices wurden unter Verwendung verschieden polarer Trennflüssigkeiten 

bestimmt (Tab. 20, S.348). 

Schema 104: Synthese verschiedener 2-Alkyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane durch Acetalisierung von 
Carbonyl-Verbindungen mit cis-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149). 
Bedingungen: iii) m-CPBA, DCM, -20 °C 12 h;   iv) BF3 Et2O, DCM, 0 °C 6 h. 
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Graphik 57: 70 eV EI-Massenspektren synthetischer 4,5-trans-2-Alkyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane. 
A: (2RS,4S*,5S*)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.2)  
B: (2SR,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.3) 
C: (2SR,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-propyl-1,3-dioxolan (Ti.4). 
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Graphik 57 (Fortsetzung): 70 eV EI-Massenspektren synthetischer Dioxolane.  
D: (2RS,4S*,5S*,1´RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.5)  
E: (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6) 
F: (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-butyl-1,3-dioxolan (Ti.7). 
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#  

K
o

n
fi

g.
 

Is
o

m
e

r  R1 R2  FFAP CP-Sil5 DB-5 VF-1 HP-1 

nat syn  an C2 nat a nat syn  nat syn syn syn nat syn 

     [rel%] KI [1] rt[min] KI (±2) [1] 133 

bei Triatoma          

Ti.B Ti.2 trans 1 c Me Et 1 b 1060 1059 7.22 926     940 

   2 c     1061 7.28      e 

Ti.C Ti.3 trans 1 c H iPr 18 b 1096 1098 7.66 953   955 948 959 

   2 c    1102 1103 7.73 955    949 e 

Ti.A Ti.1 trans  d Et Et
 

100 
g
 1146 1143 8.27 1019 1018 1017 1017 1019 1019 

Ti.D --  1 g ? ?  1159  8.42       

   2 g ? ?  1169  8.54       

Ti.E Ti.5 trans 1 f H sBu 14 b 1219 1223 9.12 1054  1063  1058 1056 

   2 f    1228 1229 9.22 1056  e   e 

   3 f    1234 1233 9.29   e   e 

Ti.A Ti.1 cis  d Et Et 0.2 1244 1243 9.40 1059 1058 1060 1058  1055 

Ti.F Ti.6 trans  e H iBu 1  
g
 1250 1248 9.47   1059   1060 

nicht natürlich          

 Ti.4 trans 1 c H nPr        987  987 

   2 c          1000  1001 

 Ti.7 trans  e H nBu   1391 11.06    1096  1108 

 2r,4t,5t  c     1521 11.92    1118  1121 

 2r,4c,5c  
c 

    1652 12.65    1131  1135 

 #141 rac  h Et Et   1138    998   996 

Tab. 20: Relative Mengen der natürlichen Dioxolane bei  T. infestans sowie Retentionsindices der Naturstoffe, 
der naturidentischen und der nicht natürlichen synthetischen Referenzverbindungen. 

Quantifizierung:   a: relative Mengen der (z.T. überlagerten) Naturstoffe, Integration der Ionenspuren 
m/z 114 und m/z 115 verschiedener Extrakte;   b: Summe der Isomere.    

Unterschiedlich C2-substituierten 4-Ethyl-5-methyl-1,3-Dioxolane:   c: C2-Epimere,   d: 4,5-cis/trans-
Isomere,   e: Epimere nicht aufgelöst,   f: weiteres Stereozentren an C1‘;    
g: nicht identifiziert,   h: nicht natürliche Substitution 4,4-Me2. 

Bedingungen: O-FFAP (50 m, 50/1-10-75-15-240); CP-Sil5 (50 m, 45-3.5-290);   DB-5ms (30 m, 60/5-10-
300); VF-1ms (30 m, 60/5-10-300); HP-1 (30 m, 60/3-10-300).        

F3.3.2.2c Beweis der Strukturen und relativen Konfigurationen der natürlichen Dioxolane Ti.B, 
Ti.C, Ti.E und Ti.F 

Zur Strukturaufklärung wurden die Massenspektren (Graphik 57) und die Retentionsindices 

(Tab. 20) der synthetischen 2-Alkyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane mit den analytischen Daten 

der Naturstoffe verglichen. In Graphik 58 sind dazu die Chromatogramme der Syntheseprodukte 

und eines SPM-Extrakts von Metasternaldrüsen männlicher T. infestans dargestellt.  

 

Auf diese Weise konnte Ti.B als (2RS,4R*,5R*)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.2) 

identifiziert werden. Dessen Massenspektrum (Graphik 57A) ist identisch mit dem des 
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Naturstoffs (Graphik 55A, S.340). Die Isomere des Syntheseprodukts eluieren bei Verwendung 

von O-FFAP sehr eng beieinander (Graphik 58). Da die anderen natürlichen Acetale als 

Epimerengemische auftreten (s.u.), ist zu vermuten, dass die Isomere von Ti.B wegen ihrer 

geringen Konzentration in der Matrix des Naturextrakts nicht unterschieden werden konnten. 

Die mit einem natürlichen Verhältnis von 1:1 auftretenden Verbindungen Ti.C1 und Ti.C2 sind 

C2-Epimere von (2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.3). Die 

Massenspektren (Graphik 56A S.341, Graphik 57B) und Retentionsindices (Graphik 58) von 

Synthese- und Naturprodukt stimmen überein. Hingegen zeigt das Konstitutionsisomer 

(2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-n-propyl-1,3-dioxolan (Ti.4) sowohl ein vom Naturstoff 

deutlich unterschiedliches Spektrum (besonders bei den Signalen m/z 56 und m/z 85, 

Graphik 57C) als auch abweichende Retentionsindices (Tab. 20).  

Die Massenspektren und gaschromatographischen Eigenschaften der Naturstoffe Ti.E und Ti.F 

wurden mit denen der synthetischen Acetalen der drei isomeren C5-Aldehyde 2-Methylbutanal 

(#157), 3-Methylbutanal (#158) und n-Pentanal (#159) verglichen. Dabei zeigte sich für 

Ti.E1, E2 und E3 Übereinstimmung mit (2RS,4R*,5R*,1'RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methyl-

propyl)-1,3-dioxolan (Ti.5) (Graphik 56B und Graphik 57D). Die vier möglichen Diastereomere 

des Syntheseprodukts lieferten bei Verwendung von O-FFAP drei gaschromatographisch 

unterscheidbare Signale, wobei vermutlich die Isomere 3 und 4 coeluieren (Graphik 58E). 

Dagegen scheint jedoch bei natürlichem Ti.E (anders als beim Naturstoff Ti.C) eines der C2,C1´-

Diastereomere zu dominieren.  

Der Vergleich ergab zudem für Ti.F Identität mit (2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2-

methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6) (Graphik 56C und Graphik 57E). Hier wurde das synthetische 

Epimerengemisch (wie vermutlich auch beim Naturstoff Ti.F) nicht gaschromatographisch 

aufgelöst (Graphik 58F). Trotz der geringen Konzentration des Naturstoffs zeigt das Spektrum 

der synthetischen Verbindung im Vergleich mit dem 1-Methylpropyl-Isomer dieselben 

spezifischen Unterschiede, besonders m/z 85 und m/z 99.  

Das Massenspektrum von (2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-n-butyl-1,3-dioxolan (Ti.7) 

(Graphik 57F) ist von dem der beiden Konstitutionsisomere nur wenig verschieden (z.B. bei 

m/z 57 und m/z 85), die Retentionszeiten (Graphik 58G und H) unterscheiden sich jedoch sehr 

deutlich von denen der Naturstoffe.     

Die Struktur von Ti.D konnte bisher nicht aufgeklärt werden.  



F3.3 Strukturaufklärung Triatoma-spezifischer Dioxolane 

 

350 

 

Graphik 58: Vergleich der TIC-Chromatogramme von Naturstoff und synthetischen Dioxolanen. 
A: SPM-Drüsenxtrakt von T. infestans-♂♂;   B, C, D, E, F: synthetische, naturidentische trans-4-Ethyl-5-
methyl-1,3-dioxolane;   G, H, I: nicht natürliche Dioxolane Ti.4 und Ti.7;  
O-FFAP (50 m, 50/1-10-75-15-240). 

Die Naturextrakte enthalten neben hohen Konzentrationen von Pentan-3-on und Pentan-3-ol, 

entsprechend der Carbonyl-Komponente von Ti.A, auch Verbindungen, bei denen jeweils 

Kohlenstoffgerüst und Funktionalisierung mit der Carbonyl-Komponent eines der anderen 

natürlichen Dioxolane übereinstimmen (Tab. 11 und Tab. 12, S.314 und 316): Butanon und 

Butan-2-ol (für Ti.B), 2-Methylpropan-1-ol und Isobuttersäure (für Ti.C) sowie 2-Methylbutan-1-

ol und 2-Methylbuttersäure bzw. 3-Methylbutan-1-ol und 3-Methylbuttersäure (für Ti.E bzw. 

Ti.F). Dioxolane von anderen in den Extrakten gefundenen, möglichen Carbonyl-Komponenten 

(z.B. Pentan-2-on aus Pentan-2-ol) konnten auch nach Synthese von Referenzverbindugen nicht 

detektiert werden. 

Neben Spuren von cis-Ti.1 konnten (möglicherweise wegen zu geringer Konzentration) keine 

weiteren 4,5-cis-konfigurierten Dioxolane in den Extrakten nachgewiesen werden. Alle 

natürlichen C2-Derivate sind wie die Hauptkomponente Ti.1 trans-konfiguriert. Das legt die 

Vermutung nahe, dass innerhalb dieser Gruppe nicht nur die relative, sondern auch die absolute 

Konfiguration einheitlich ist, also bevorzugt (4S,5S) wie bei Ti.1 (s. F3.3.1.3c). 
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F3.3.2.2d Charakterisierung der neuen Naturstoffe  

Gaschromatographie 

Während die C2-Epimere der 4,5-trans-Dioxolane sehr ähnliche Retentionsindices besitzen 

oder nicht getrennt werden, eluieren die cis-Produkte (besonders der Aldehyde) mit hohen α-

Werten stets später als die trans-Produkte. Extrembeispiel ist das nicht natürliche 4-Ethyl-5-

methyl-2-n-butyl-1,3-dioxolan (Ti.7) (Graphik 58G und H). Dies stützt die für cis- und trans-Ti.1 

berechnete Raumstruktur (s. Abb. 45, S.325) zur Erklärung des gaschromatographischen 

Retentionsverhaltens: 

Bei 4,5-trans-Ti.7 (relative Konfiguration bezüglich 

C2: cis,trans bzw. 2r,c,t) 140 sollte ein „twisted“ Fünfring 

mit pseudo-c2-Rotationssymmetrie energetisch günstig 

sein, sodass die C2-Epimere (2r,4c,5t)- und (2r,4t,5c)-

Ti.7 eine fast identische Raumstruktur besitzen 

(Schema 105) und gemeinsam eluieren (Verwendung 

von VF-1 bzw. FFAP). Bei 4,5-cis-Ti.7 (αFFAP = 1.064) 

kann das (2r,4t,5t)-Epimer vermutlich noch eine 

verzerrte „twist“-Geometrie annehmen, wohingegen 

das (2r,4c,5c)-Epimer in eine „envelope“-Konformation 

gezwungen wird. Dieses sollte wegen der am stärksten 

exponierten Sauerstoff-Atome die höchste 

Retentionszeit zeigen. Diese Zuordnung wird durch den bei der Synthese von 4,5-cis-Ti.7 

erhaltenen Diastereomeren-Überschuss von de ≈ 50% des früher eluierenden C2-Epimers 

gestützt: Bei der Acetalisierung von trans-2-Ethyl-3-methyloxiran (trans-#149) mit n-Pentanal 

sollte bevorzugt das sterisch weniger gehindere (2r,4t,5t)-Ti.7 entstehen. 

Massenspektrometrie 

Durch Vergleich der Massenspektren von verschieden substituierten Dioxolanen und mit 

Hilfe der GC/HR-MS-Daten (Tab. 18 und Anh. G.8.7) lassen sich weitere Rückschlüsse auf die 

wahrscheinlichen, grundsätzlichen Prinzipien ihrer Fragmentierung ziehen:   

Durch Cyclorevison entsteht bei Ti.B das Ion m/z 72 (Butanon), nicht aber m/z 86 

entsprechend der Alkohol-Komponente. Ersteres liefert durch α-Spaltung die Tochterionen 

m/z 43 (C2H3O+) und m/z 57 (C3H5O+) (Schema 106). Dies bekräftigt, wie bei Ti.A (F3.3.1.2c, S.322) 

vermutet, dass die Ladung beim Zerfall bevorzugt auf dem Carbonyl-Teil verbleibt. Bei den 

einfach an C2 substituierten Dioxolanen werden hingegen keine der Carbonyl-Komponente 

entsprechenden Ionen beobachtet. Stattdessen könnte bei Ti.C das charakteristische Ion m/z 56 

                                                 
140

 Stereodeskriptoren zur Beschreibung der relativen Konfiguration der vier racemischen Diastereomere:    

z.B.: (2R*,4R*,5S*) = 2,4-cis,2,5-cis = (2r,4c,5c). (vgl. T. turkestanica). 

Schema 105: Mögliche Konformationen 
der Stereoisomere von Ti.7. 
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(C4H8
+) nach Bruch einer acetalischen C-O-Bindung durch Abspaltung des Aldehyd 

Grundkörpers entstehen. In gleicher Weise würde bei dem ebenfalls an C1´ verzweigten Ti.E das 

Fragment m/z 70 (C5H10
+) gebildet (Schema 106). Bei den n-Alkyl-substituierten Vertretern Ti.4 

und Ti.7 sowie dem iso-verzweigten Ti.F ist offenbar das Saustoff-haltige Fragment m/z 85 

bevorzugt. Die wenig intensiven Signale m/z 129 (1%, C7H13O2
+) bei Ti.C und m/z 143 (1%, 

C8H15O2
+) bei Ti.F müssen durch Abspaltung einer Ethyl-Gruppe aus dem Alkohol-Teil entstehen 

und zeigen, wie stark die Bildung des Mesomerie-stabilisierten Oxoniumions nach Spaltung an 

C2 bevorzugt ist (vgl. Ti.A, F3.3.1.2c).   

Schema 106: Charakteristische Fragmentierung verschiedener 2-Alkyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane. 
Ti.B: 2-Etyl-2-methyl,   Ti.C: 2-Isopropyl,   Ti.E: 2-sec-Butyl,   Ti.F: 2-iso-Butyl. 

NMR-Spektroskopie 

Sowohl die 1H-NMR- als auch die 13C-NMR-Spektren der synthetischen C2-Epimerengemische 

(s. Anh. G.8.8) lassen sich mit Hilfe zweidimensionaler NMR-Experimente zu zwei getrennten 

Datensätzen auflösen [HARANG et al. 1985], sodass sich auf diese Weise theoretisch die 

Konfiguration einzelner C2-Epimere aufklären ließe.  

Dazu können die beiden durch die Ring-Sauerstoffatome getrennten Molekülteile der 

ehemaligen Alkohol- und Carbonyl-Komponente mit Hilfe der NOESY-Spektren in Beziehung 

gesetzt werden: Bei den synthetischen trans-konfigurierten Acetalen Ti.3, Ti.5 und Ti.6 

(Graphik 59 und Graphik 60) beobachtet man für die (2r,4c,5t)- (= 2R*,4S*,5S*)-Isomere eine 

through-space-Kopplung des acetalischen Protons H2 mit dem Methin-Proton an C4 und für die 

(2r,4t,5c)-Racemate von H2 mit dem Methin-Proton an C5. Bei dem 2-Ethyl-2-methyl-Ketal Ti.2 

erhält man in Abhängigkeit von der Konfiguration an C2 crosspeaks durch Wechselwirkung der 

Methylgruppe C11 mit einem der beiden Methin-Protonen des Rings (Graphik 60C). 
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Graphik 59: NOESY-Spektrum (400 MHz, C6D6) von (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2’-
methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6).  
Ausschnitt der Signale der Protonen-Kopplung von C2 mit C4 und C5. 

Graphik 60: NOESY-Spektren (400 MHz, C6D6) der synthetischen Dioxolane  Ti.3,  Ti.5  und  Ti.2. 
Ausschnitte der Signale der Protonen-Kopplung von C4 und C5. 
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Deutlich unterschiedliche chemische Verschiebungen einander entsprechender Protonen 

zweier Epimere findet man vor allem bei der Methylgruppe C8, bei den Methin-Protonen von C4, 

C5 und (sofern vorhanden) bei dem acetalischen Proton an C2 (s. Anh. G.8.9). In der 13C-

Resonanz erhält man charakteristische Unterschiede besonders für den Shift von C4 und C5 

(Graphik 61).  

Graphik 61: Ausschnitte der 
1
H-NMR- (400 MHz) und 

13
C-NMR- (126 MHz) Spektren von 

(2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2’-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6) in C6D6. 

Die dargestellten C2-monosubstituierten Dioxolane zeigen erwartungsgemäß sowohl im 1H- 

als auch im 13C-NMR sehr ähnliche Spektren. Insbesondere die Signale von C2, C4 und C5 der 

jeweiligen (2r,4c,5t)- und (2r,4t,5c)-Epimere sind stets in gleicher Richtung (wie in Graphik 61 

für Ti.6 gezeigt) relativ gegeneinander hoch- bzw. tieffeldverschoben. Nur bei dem Ketal Ti.2 

zeigen die Methin-Gruppen C4 und C5 hierzu entgegengesetztes Verhalten (1H-NMR s. 

Graphik 60C).  
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F3.4 Biosynthetische und chemoökologische Zusammenhänge 

F3.4.1 Mögliche Biosynthese 

Der biosynthetische Ursprung der bei Triatoma infestans und T. brasiliensis gefundenen 

Dioxolane ist unbekannt. Die Verbindungen sind formal intermolekulare 

Kondensationsprodukte von 2,3-Pentandiol (#143) mit C4- bzw. C5-Aldehyden bzw. Ketonen. 

Zwar konnte das Diol nicht als Naturstoff gefunden werden, die Drüsensekrete enthalten jedoch, 

z.T. in großen Mengen, Verbindungen mit dem Kohlenstoffgerüst der Carbonyl-Komponente 

aller natürlichen Dioxolane (Tab. 11 und Tab. 12, S.314 und 316, sowie F3.3.2.2c, S.348).  

Biosynthetisch könnten die unverzweigten Verbindungen 2,3-Pentandiol (#143), 3-Pentanon 

(#144) und Butanon (#154) dem Polyketid-Stoffwechsel entstammen und durch Verknüpfung 

von Propionat mit Acetat bzw. Propionat gebildet werden [FRANCKE & SCHULZ 1999]. Deren 

Kondensationsprodukt j könnte durch Decarboxylierung die Ketone #144 und #154 bzw. nach β-

Ketoreduktion durch oxidative Decarboxylierung das Diol #143 liefern (Schema 107) 

[KATZ & DONADIO 1993; O´HAGAN 1995; HOPWOOD 1997; STAUNTON & WEISSMAN 2001; PANKEWITZ & 

HILKER 2008]. 

Schema 107: Mögliche Biosynthese von C5- und C4-Bausteinen der natürlichen Ketale Ti.A 
und Ti.B aus Propionat- und Acetat-Einheiten. 

Der Einbau ausschließlich verzweigter Aldehyd-Komponenten (Isobutyraldehyd, #155, 

Isovaleraldehyd, #158, und sec-Valeraldehyd, #157) deutet auf die auch für Insekten essentiellen 

Aminosäuren Valin, Leucin und Isoleucin als biosynthetische Quellen hin (Schema 108) 

[MOORE & HERTWECK 2002; DICKSCHAT et al. 2005a,b, 2011; SCHULZ & DICKSCHAT 2007] (vgl. 

X. euvesicatoria). Eine mögliche Beteiligung von assoziierten Mikroorganismen an der Genese 

der Dioxolane ist ungeklärt.  
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Das Stereozentrum an C2 wird offenbar auch in der Natur unselektiv gebildet. So liegt trans-

4-Ethyl-5-methyl-2-isopropyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.C) als 1:1-Gemisch seiner C2-Epimere vor 

(Graphik 52, Graphik 53 und Graphik 54, S.338f). Das lässt vermuten, dass die Tiere die Dioxolane 

in ähnlicher Weise aus den Carbonyl-Verbindungen aufbauen. Das Dioxolan Ti.C würde dann 

durch Acetalisierung von iso-Butyraldehyd, dem Reduktionsprodukt der als Wehrstoff 

dienenden Isobuttersäure, entstehen. 

Schema 108: Mögliche Biosynthese der verzweigten Aldehyd-Komponenten der 
Naturstoffe Ti.C,  Ti.E und  Ti.F aus Aminosäuren. 

Hingegen weicht das Verhältnis der natürlichen Diastereomere von trans-4-Ethyl-5-methyl-

2-sec-butyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.E) von dem des gleichteiligen synthetischen Gemischs Ti.5 ab 

(Graphik 58A und E, S.350). Ursache hierfür könnte der Einbau von teilweise isomerisiertem 

(2S)-2-Methylbutanal (s) aus natürlichem (3S)-Isoleucin sein (Schema 108).   

F3.4.2 Vorkommen strukturverwandter Naturstoffe 

Kurzkettige, oxygenierte Verbindungen sind weitverbreitete aber wenig spezifische 

Drüseninhaltsstoffe bei Insekten [FRANCKE & SCHULZ 1999]. Sie dienen als Lösemittel oder 

Spreitungssubstanzen. Als chemische Signalstoffe haben sie wegen ihrer hohen Flüchtigkeit 

meist Alarm- oder Wehrfunktion, z.B. 2-Methyl-3-buten-2-ol bei Hornissen (Vespa crabro) 

[VEITH et al. 1984a] (L-42, s. E.3.3) oder Isobuttersäure bei Triatoma spp. selbst. Aggregations- 

oder Sexualpheromone mit C4- oder C5-Gerüst sind verhältnismäßig selten. 141 Beispielsweise 

sind Butanon (#154) und 3-Pentanon (#144) (zusammen mit 2,3-Butandiol) Komponenten des 

Aggregationssignals von ♂♂ des Riesenkäfers Strategus aloeus [ROCHAT et al. 2000; 

BERGMANN et al. 2009] sowie von Getreide schädigenden Käfern der Gattung Sitophilus 

[SCHMUFF et al. 1984].   

                                                 
141

 2-Methyl-3-buten-2-ol ist auch Teil des Aggregations-Signals von Buchdrucker-♂♂ (Ips typographus) 

[BAKKE et al. 1977], und 3-Hydroxy-3-methylbutan-2-on wirkt attraktiv sowohl bei verschiedenen Xyloterus 
spp. [FRANCKE et al. 1974] als auch bei der Holzwespen-Schlupfwespe Rhyssa persuasoria [DAVIES & 

MADDEN 1985]. 
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Vicinale Diole sind typische Duftstoffe von Bakterien [SCHULZ & DICKSCHAT 2007] und auch als 

Pheromone bei Insekten beschrieben: z.B. 2,3-Butandiol als Sexualpheromon der Schabe 

Eurycotis floridana [FARINE et al. 1994] oder 2,3-Hexandiol in Aggregationspheromonen von 

Bockkäfern (Cerambycidae) [SCHRÖDER et al. 1994; ALLISON et al. 2004; LACEY et al. 2008; 

HANKS & MILLAR 2016] (s.a. Megacyllene, spp.).  

Die intermolekulare Kondensation ist ein in der Natur verbreitetes Biosyntheseprinzip. 

Besonders Ester sind häufig Teil der Sexualpheromone von Insekten [ANDO et al. 2004] (s. 

I. rotundata). Auch Acetale sind vielfach Strukturelemente von Naturstoffen. Intermolekulare 

Acetale, auch 1,3-Dioxolane (z.B. Methylenacetale wie Piperin [OKWUTE & EGHAREVBA 2013]) sind 

als pflanzliche Naturstoffe bekannt [CORDIER et al. 2014], Verbindungen mit 1,3-Dioxolan-

Substrukturen kommen bei Pilzen oder in mikrobiellen und marinen Naturstoffen vor 

[BUCKEL et al. 2013; LU et al. 2012].  

Bei einigen Insektenarten spielen Acetale als chemische Signale eine zentrale Rolle. 

Allerdings sind im Gegensatz zu bicyclischen [FRANCKE & SCHRÖDER 1999] und spirocyclischen 

Signalstoffen [FRANCKE & KITCHING 2001] (s. C. dolichophylla, C. arabica, Megacyllene spp., 

E. solidaginis) Acetale aus intermolekularer Kondensation bisher unbekannt. Beispielsweise 

entsteht der 1,3-Dioxolan-Ring der Borkenkäfer-Pheromone Brevicomin und Frontalin (s. 

C. arabica) durch intramolekulare Kondensation [VANDERWEL et al. 1992a; VANDERWEL & 

OEHLSCHLAGER 1992; PEREZ et al. 1996a; FRANCKE et al. 1995; BARKAWI et al. 2003].  
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F3.5 Zusammenfassung 

In den Metasternaldrüsen von Männchen und Weibchen der Raubwanzen T. infestans und 

T. brasiliensis wurden folgende alkylsubstituierte 1,3-Dioxolane identifiziert: 

(4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (S,S-Ti.A) 

(4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (R,R-Ti.A) 

4,5cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.A) 

(2RS)-4,5trans-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.B) 

(2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan (Ti.C) 

(2RS,1´RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.E) 

(2RS)-4,5trans-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.F) 

Bisher ist ungeklärt, ob diese Verbindungen von den Tieren als qualitativ oder quantitativ in 

art- oder geschlechtspezifischen Duftstoff-Bouquets komponiert werden. 

Bei diesen Naturstoffen ist einheitlich Pentan-2,3-diol die Alkohol-Komponente des Acetals. 

Und alle der natürlichen Dioxolane sind bezüglich der Substituenten in Position 4 und 5 trans-

konfiguriert. Nur von der Hauptkomponente dieser Gruppe, trans-Ti.A, wurden sehr geringen 

Mengen des cis-Isomers gefunden. Bei trans-Ti.A dominiert das (4S,5S)-Enantiomer. Es bleibt 

unbekannt, ob die bei T. infestans und T. brasiliensis verschiedenen Verhältnisse artspezifisch 

oder möglicherweise Folge einer Isomerisierung sind. Dagegen liegen die in Position 2 

asymmetrisch substituierten Naturstoffe wahrscheinlich als 1:1-Gemische ihrer (2R/2S)-

Epimere vor. Eine Bestimmung der absoluten Konfiguration der Nebenkomponenten steht noch 

aus. 

Die identifizierten Dioxolane sind neue Naturstoffe und die ersten Vertreter einer neuen 

Klasse flüchtiger Verbindungen bei Insekten. Ob ihnen bei T. infestans und T. brasiliensis eine 

biologische Signalwirkung, möglicherweise eine Bedeutung bei der sexuellen chemischen 

Kommunikation, zukommt und ob ihre absolute Konfiguration dabei von Bedeutung ist, werden 

Verhaltenstest und physiologische Untersuchungen zeigen.  
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F4.1 Einleitung und Zielsetzung 

Die Erzwespe Trichogramma turkestanica 

[MEÏER 1940] (Hymenoptera: Chalcidoidea: 

Trichogrammatidae) ist ein in Eurasien, 

vornehmlich im mediterranen Raum 

vorkommender Eiparasitoid bei Schmetterlingen 

(Lepidoptera), seltener bei Netzflüglern 

(Neuroptera). Trichogrammatidae gehören zu den 

solitären Legimmen (Terebrantia) und sind 

weltweit in fast allen terrestrischen Habitaten 

beheimatet. Die Familie umfasst ca. 900 Arten in 

ca. 90 Gattungen. Von diesen ist Trichogramma 

mit mehr als 230 Spezies die artenreichste 

[FLANDERS & QUEDNAU 1960; NAGARKATTI & 

NAGARAJA 1977; PINTO & STOUTHAMER 1994; PINTO 

1998; NOYES 2013]. Trichogramatiden wurden als oophage Endoparasitoide bei über 400 

Insektenarten gefunden, besonders bei den Schmetterlingesfamilien der Zünsler (Pyralidae), 

Eulenfalter (Noctuidae) und Wickler (Tortricidae) (Tab. 21), aber auch bei Zweiflüglern 

(Diptera), Käfern (Coleoptera, s. A. obtectus), Schnabelkerfen (Hemiptera), Hautflüglern 

(Hymenoptera) und Netzflüglern (Neuroptera). Die bekannten Trichogramma-Arten sind 

Generalisten, zeigen jedoch sehr spezifische Habitat- und Wirtpräferenzen [VINSON 1976; 

HASSAN 1993; SILVA & STOUTHAMER 1999; ROMEIS et.al. 2005; PIZZOL et.al. 2010].   

F4.1.1 Entomologie  

Adulte T. turkestanica sind bräunlich mit auffälligen, roten Augen (ähnlich T. dendroliti, 

Abb. 48). Sie werden nur 0.2 bis 0.4 mm lang und ca. 8 µg leicht und bewegen sich hauptsächlich 

krabbelnd oder in kurzen Flügen. Hauptwirte sind die Baumwollkapseleule 

(Helicoverpa armigera) und die Mehlmotte (Ephestia kuehniella). Die Weibchen leben zwei oder 

drei Wochen und parasitieren in dieser Zeit bis zu 100 Wirtseier, in die sie je nach deren Größe 

ein oder mehrere ihrer Eier ablegen [SCHÖLLER & PROZELL 2005; MARTEL 2007]. Die Larven 

entwickeln sich im Inneren der Wirtseier, wobei diese bzw. die Embryonen getötet wrden. Die 

adulten Wespen schlüpfen 7 - 14 Tage nach der Eiablage und paaren sich meist kurz darauf am 

Ort des Schlüpfens [Walter 1983a,b; NAGARAJA & RAMESH 2013]. 

Die verschiedenen Trichogramma-Arten sind morphologisch untereinander sehr ähnlich 

[MORENO & PÉREZ 2002; QUERINO & ZUCCHI 2003]. Zudem kann die individuelle Morphologie mit 

den Umweltbedingungen variieren und eignet sich daher nur eingeschränkt als taxonomisches 

Kriterium [QUEDNAU 1961; PINTUREAU 1997; SUMER et.al. 2009]. So wurde T. turkestanica zunächst 

Abb. 48: T. dendroliti-Weibchen auf Eiern 
von Spodoptera frugiperda,  
Foto: [© FURSOV 2017]. 
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fälschlicherweise für eine Unterart von T. evanescens gehalten [HANSEN 2000a], bis die 

eigenständige Art durch molekulartaxonomische Methoden bestimmt werden konnte 

[SILVA 1999; SILVA et.al. 1999; STOUTHAMER et.al. 1999; SAYED et.al. 2011; MURTHY et.al. 2013; 

NASIR et.al. 2013]. 

F4.1.2 Schädlingsbekämpfung 

Parasitoide Hymenopteren üben in den meisten intakten Ökosystemen als natürliche 

Antagonisten einen entscheidenden populationsbegrenzenden Einfluss auf andere (besonders 

herbivore) Insekten aus (s. E.4.3) [KEELING et.al. 2004; HUBER 2009]. Schlupfwespen, die ihre 

Wirte schon vor Erreichen des Fraßstadiums töten, eignen sie sich daher potenziell zur 

artspezifischen biologischen Bekämpfung von Schadinsekten [SITHANANTHAM 2013]. 

Trichogrammatiden werden hierfür seit Beginn des 20. Jahrhunderts als Nützlinge eingesetzt 

[SMITH 1996; SILVA & STOUTHAMER 1999]. Für eine Massenfreisetzung lassen sich einige 

polyphage Arten z.B auf Eiern der Mehlmotte oder der Getreidemotte, Sitotroga cerealella, 

züchten [STEIN 1960; NEUBECKER 1967].  

Schädlinge (Lepidoptera)  Nützlinge (Trichogramma)  

Tortricidae:   Koniferenschädling 
    Choristoneura fumiferana CLEMENS 1865 

F T. minutum  RILEY 1871 BOURCHIER & SMITH 
1998 

Apfelwickler 
Cydia pomonella L. 1758  

O T. cacoeciae  MARCHAL 1927 
    dendrolimi  MATSUMURA 1926 
    minutum   

STEIN 1960 
HASSAN 1993 
PINTO et.al. 2002a 

Traubenwickler  
Lobesia botrana DENIS et SCHIFFERMÜLLER 1775 
Eupoecilia ambiguella HÜBNER 1796 

O T. cacoeciae   HASSAN 1993 
SMITH 1996 

Pyralidae:   Europ. Maiszünsler 
    Ostrinia nubilalis HÜBNER 1796 

A T. brassicae  BEZDENKO 1968 
 

    nubilale  ERTLE et DAVIS 1975 

RENOU et.al. 1992 
BURGIO & MAINI 1995 
SHU et.al. 1990 

Mehlmotte 
Ephestia kuehniella ZELLER 1879  

L T. tukestanica  MEYER 1940 
    evanescens  WESTWOOD 1833 

HANSEN 2000b,c; 

HANSEN & JENSEN 2002 

Dörrobstmotte 
Plodia interpunctella HÜBNER 1813  

L T. evanescens SCHÖLLER & PROZELL 
2002 

Noctuidae: Baumwollkapselbohrer 
    Helicoverpa zea BODDIE 1850  

A T. pretiosum  RILEY 1879 LEWIS et.al. 1982 
NOLDUS et.al. 1990 

Baumwollkapseleule  
Helicoverpa armigera HÜBNER 1808 

 T. tukestanica 
 

 

Kohleule  
Mamestra brassicae L. 1758  

GA T. brassicae 

T. evanescens 

ZIMMERMANN 2004;  

ROST & HASSAN 1985 

Gelechiidae: Tomatenschädling 
    Keiferia lycopersicella WALS. 1897  

G T. pretiosum   
T. brassicae 

WANG & SHIPP 2004 

HASSAN 1993 

Getreidemotte 
Sitotroga cerealella OLIVIER 1789  

   

Tab. 21: Beispiele für den Einsatz von Parasitoiden der Gattung Trichogramma gegen Lepidopteren-Schädlinge 

in Forstwirtschaft, Ackerbau, Obstgärten, Gewächshäusern und Lagern.  
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Heute werden weltweit ca. 20 Arten auf über 30Mio ha in Obstgärten, Ackerbau und 

Forstwirtschaft [HASSAN 1993; ZIMMERMANN 2004; SIGSGAARD 2005] sowie besonders effektiv in 

geschlossenen Habitaten wie Gewächshäusern [VAN LENTEREN et.al. 1997; VAN LENTEREN 2000; 

KLUG & MEYHÖFER  2009] und Lebensmittel- oder Textillagern ausgebracht [REICHMUTH 2000; 

DETTNER & ZWÖLFER 2003; VAN DRIESCHE & HODDLE 2003; BÄR 2009] (Tab. 21).  

Für eine effiziente Bekämpfung sind sowohl die eindeutige taxonomische Bestimmung von 

Schadinsekten und ihren Parasitoiden als auch ein Monitoring beider Populationen unerlässlich 

[TREMATERRA 2002; HANSEN & STEENBERG 2005; HERZ et.al. 2007]. 

F4.1.3 Chemische Ökologie 

Trotz der großen Artenvielfalt und der wirtschaftlichen Bedeutung ist wenig über die 

chemische Kommunikation bei Trichogrammatidae bekannt. Zwar existieren Untersuchungen 

über die Mechanismen der Wirtfindung [VINSON 1976, 1998; SCHMIDT 1994], doch beschränken 

sich diese zumeist auf den verhaltensphysiologischen Nachweis von olfaktorischen oder 

gustatorischen Stimuli, die von den adulten Wirten, ihren Eiern [NORDLUND et.al. 1977; 

BEEVERS et.al. 1981 143; NOLDUS & VAN LENTEREN 1985a,b; ZABORSKI et.al. 1987 144; 

NOLDUS et.al. 1991 145] sowie ihren Nahrungspflanzen (Green leaf volatiles, GLVs bzw. Herbivore-

induced plant volatiles, HIPVs) ausgehen [BAI et.al. 2011 146; PEÑAFLOR et.al. 2011 147; 

RANI & SANDHYARANI 2012 148].    

Für nur wenige dieser Wirt-Parasitoid-Beziehungen wurden die Strukturen der sie 

steuernden Botenstoffe identifiziert [RUTLEDGE 1996]. Als Kairomone zur Erkennung und 

Lokalisierung geeigneter Wirtseier nutzen die Wespen cuticulare Substanzen von Eiern oder von 

Flügelschuppen, die ein Schmetterling bei der Eiablage verliert [LEWIS et.al. 1976; 

BAKTHAVATSALAM et.al. 2013]. Attraktiv wirken überwiegend langkettige Kohlenwasserstoffe 

[RENOU et.al. 1992 149, PADMAVATHI &  PAUL 1998 150; PAUL et.al. 2002 151, RANI et.al. 2007; 

                                                           

143
  T. pretiosum → Baumwollkapselbohrer (Helicoverpa zea, Noctuidae), Eier 

144  T. minutum → Koniferenschädling, Choristoneura fumiferana (Tortricidae) 

145  T. evanescens → Großer Kohlweißling (Pieris brassicae L. 1758, Lepidoptera: Pieridae) 

146  T. ostriniae PANG et CHEN 1974→ Asiatischer Maisbohrer (Ostrinia furnacalis GUENÉE 1854, Lepidoptera: 
Crambidae) auf Mungbohne (Vigna radiata WILCZEK, Fabales: Fabaceae) 

147  T. pretiosum → “Fall armyworm” Spodoptera frugiperda SMITH 1797 (Lepidoptera: Noctuidae) auf Mais (Zea 

mays L. var. delprim, Poales: Poaceae) 

148  T. japonicum ASHMEAD 1904 → Reisschädling, Scirpophaga incertulas WALKER 1863 (Lepidoptera: Crambidae) 
auf Asiatischem Reis (Oryza sativa L., Poales: Poaceae) 

149  T. brasiliensis ASHMEAD 1904 → Maiszünsler (O. nubilalis) & Kohleule (Mamestra brassicae): 21Hy, 23Hy, 
25Hy, 27Hy, 29Hy, Ethylpalmitat, Palmitinsäure 
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RANI & SANDHYARANI 2012 148]. Beispielsweise wurde für 13,17-Dimethylnonatriacontan (L-147) 

(vgl. C. formosanus) aus Schuppenextrakten des Maiszünslers (Ostrinia nubilalis) biologische 

Aktivität bei T. nubilale [SHU et.al. 1990] nachgewiesen sowie für Tricosan (L-148) von 

Helicoverpa zea bei T. evanescens [JONES et.al. 1973] 152.  

Die Sexualpheromone von weiblichen Lepidopteren ermöglichen phoretischen Parasitoiden 

das Auffinden der Wirtspezies bereits vor der Eiablage [KAISER et.al. 1989 153; BAI et.al. 2004 154; 

FATOUROS et.al. 2005; MILONAS et.al. 2009; HUIGENS & FATOUROS 2013]. So lockt (9Z,12E)-

Tetradecadienylacetat (L-149), Sexuallockstoff vieler Schmetterlinge, besonders von Eulenfaltern 

und Zünslern (u.a. E. kuehniella und der Dörrobstmotte, Plodia interpunctella [ZHU et.al. 1999]), 

♀♀ von T. evanescens an [SCHÖLLER & PROZELL 2002]. Das Sexualpheromon von H. zea 155 

stimuliert T. pretiosum zu Parasitierungsverhalten [LEWIS et.al. 1982; NOLDUS et.al. 1990, 1991]. 

Und T. chilonis wird von (11Z)-Hexadecenal (L-76), dem Sexuallockstoff des Tabakschädlings 

Helicoverpa assulta (Noctuidae) [BOO & YANG 2000], oder dem Mehrkomponentenpheromon 156 

der Kohlmotte Plutella xylostella L. 1758 (Lepidoptera: Yponomeutidae) angelockt 

[REDDY et.al. 2002]. Eine mögliche Attraktivität von Markierungs-Pheromonen der Herbivore ist 

bisher nicht erwiesen [BLAAKMEER et al. 1994b; NUFIO & PAPAJ 2001].   

Hingegen konnte gezeigt werden, dass 

T. evanescens und T. brassicae auf Benzylcyanid (L-

150) bzw. Indol (L-121) reagieren, die als Anti-

Aphrodisiaka von P. brassicae-♂♂ (Abb. 49) und 

Pieris rapae-♂♂ bei der Kopulation übertragen 

werden. Diese Substanzen werden auch von 

Rosenkohl, Brassica oleracea var. gemmifera, nach 

einer Eiablage freigesetzt bzw. stimulieren die 

Produktion von Synomonen zur Anlockung von 

Nützlingen [FATOUROS  et.al. 2005, 2008, 2009, 2012; 

                                                                                                                                                                                     

150  T. chilonis ISHII 1941 → Reismotte (Corcyra cephalonica STAINTON 1866, Pyralidae), Zucht auf Eiern: 22Hy, 
23Hy, 28Hy.  

151  T. brasiliensis, T. exiguum PINTO, PLATNER et OATMAN 1978 → C. cephalonica, Zucht auf Eiern: 25Hy, 26Hy u.a. 

152  T. evanescens → H. zea: 23Hy (L-148) und auch 21Hy, 22Hy, 25Hy  

153  T. maidis PINTUREAU et VOEGELÉ 1980 → O. nubilalis: Eier und Sexualpheromon, (11E)- und (11Z)-
Tetradecenylacetat (L-74) im Verhältnis 3 : 97  & Z. mays, Extrakt  

154  T. ostriniae → O. furnacalis: Sexualpheromon-Komponente, (12E)-Tetradecenylacetat (L-151) 

155  H. zea: Hexadecanal (L-152), (7Z)-Hexadecenal (L-153), (9Z)-Hexadecenal (L-154), (11Z)-Hexadecenal (L-76) 
(Verhältnis 8 : 2 : 3 : 87) 

156  Plutella xylostella: (11Z)-Hexadecenal (L-76), (11Z)-Hexadecenylacetat (L-75), (11Z)-Hexadecenol (L-155) 
(Verhältnis 1 : 1 : 0.01) [TAMAKI et.al. 1977] (s. E.3.1) 

Abb. 49: T. evanescens auf P. brassicae,  
Foto: [© HUIGENS et al. 2009]. 



Chemische Ökologie F4.1.3 

 

365 

HUIGENS et.al. 2009, 2011] (vgl. E. solidaginis). Auf T. chilonis wirkt Allylisothiocyanat schwach 

attraktiv, welches als Reaktion auf Larvenfraß von Kopfkohlpflanzen, Brassica oleracea subsp. 

capitata (Brassicales: Brassicaceae) aus dem Senfölglycosid Sinigrin (L-71, s. E.3.5) gebildet und 

emittiert wird (host larval frass volatiles, HLFV). Das von verletztem Pflanzengewebe 

freigesetzte (3Z)-Hex-3-en-1-ylacetat (L-32, s. E.3.1) verstärkt die attraktive Wirkung des 

Plutella-Pheromons [REDDY et.al. 2002]. Meist jedoch sind ovipositions- oder fraßinduzierte 

Veränderungen der Pflanzenchemie und ihre Auslöser unbekannt [HILKER & FATOUROS 2015]. 

Auch ist in der Regel unklar, ob die Wespen diese überhaupt wahrnehmen [SEN et.al. 2005].  

Die Chemie der intraspezifischen chemischen Kommunikation bei Trichogramma ist gänzlich 

unbekannt. Verhaltensversuche mit Männchen lieferten lediglich Hinweise auf die Existenz von 

flüchtigen und weniger flüchtigen Sexualpheromonen bei T. turkestanica-♀♀ [MARTEL et.al. 2008], 

bei virginen ♀♀ von T. maidis [PINTUREAU & TOONDERS 1983] und T. brassicae 

[POMPANON et.al. 1997; FAUVERGUE et.al. 1998]. Das Parasitierungsmuster von T. evanescens-♀♀ 

deutet zudem auf ein Markierungspheromon hin, dass die Tiere dazu befähigt, zwischen von 

ihnen bereits belegten und unversehrten Wirtseiern zu unterscheiden [SALT 1937] (vgl. 

A. victrix, C. psidii, E. amygdali, E. solidaginis, Yucca spp.). 

Erstmalig bei dieser Gattung wurden bei Trichogramma turkestanica zwei für virgine 

Weibchen charakteristische Substanzen, Tt.A und Tt.B, ermittelt, für die eine Funktion als 

Sexualpheromon möglich ist [SILVA 1999]. 

Nach Interpretation der massenspektrometrischen und gaschromatographischen Daten 

sowie biosynthetischen Überlegungen wurden für die beiden unbekannten Naturstoffe die 

Strukturen 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) und dessen korrespondierender 

Allylalkohol 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.2) vorgeschlagen [VAN BEEK et al. 2005] 

(Schema 106). 

Schema 106: Postulierte Strukturen für die ♀♀-spezifischen und möglicherweise 
pheromonaktiven Substanzen Tt.A und Tt.B bei T. turkestanica. 

HO

Tt.1 Tt.2Tt.2 Tt.1 
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Die Identifizierung von Sexualpheromonen bei Trichogramma würde zum einen das 

Verständnis der Abläufe von Partnersuche und Paarung verbessern, zum anderen Möglichkeiten 

zur taxonomischen Bestimmung eröffnen [SILVA & STOUTHAMER 1997; NAGARAJA & RAMESH 2013]. 

Maßnahmen zur Schädlingsbekämpfung [HANSEN 2000a; HANSEN & JENSEN 2002] könnten durch 

Verwendung von Pheromonfallen für ein Monitoring von Nützlingspopulationen optimiert 

werden. Das Ausbringen synthetischer Wirtkairomone oder Pflanzensynomone könnte die 

Parasitierungsrate erhöhen und die Abwanderung der Wespen aus dem Befallsareal verhindern 

[GROSS et.al. 1975; LEWIS  et.al. 1975a,b].  

F4.1.4 Zielsetzung 

Ziel dieser Arbeit war die Strukturaufklärung der weibchenspezifischen Verbindungen Tt.A 

und Tt.B bei Trichogramma turkestanica und ihre unabhängige Synthese, um die vermutete, 

verhaltensmodifizierende Funktion bei dieser Art zu überprüfen.  
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F4.2 Naturstoffanalyse 

Die Massenspektren der beiden mit einem Mengenverhältnis von 1:3  gefundenen Naturstoffe 

Tt.A und Tt.B sind in Graphik 62A und B dargestellt (Chromatogramm des Naturextrakts s. Anh. 

G.9.1). 

Graphik 62: 70 eV EI-Massenspektren der unbekannten Substanzen Tt.A (A) und Tt.B (B) bei ♀♀ von 
T. turkestanica [SILVA 1999]. 

Für die Molekülionen M+ = 236 und M+ = 252 von Tt.A und Tt.B wurden mittels GC/HR-MS die 

Summenformeln C17H32 und C17H32O entsprechend jeweils zwei Doppelbindungsäquivalenten 

bestimmt. 

Die winzigen Weibchen produzieren nur etwa 2 pg/h dieser beiden Verbindungen 

[VAN BEEK et al. 2005]. Daher und wegen sehr geringer Extraktmenge waren NMR-

spektroskopischen Methoden zur Strukturaufklärung ausgeschlossen. 

Naturstoff  Tt.A 

Naturstoff  Tt.B 

m/z [1] 

In
t 

[%
] 

In
t 

[%
] 

m/z [1] 
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F4.3 Strukturaufklärung 
F4.3.1 Überprüfung der zuvor publizierten Strukturvorschläge  

Zur Strukturaufklärung der Naturstoffe Tt.A und Tt.B wurden zunächst die Strukturpostulate 

von VAN BEEK et al. [2005] durch Synthese von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) 

(s. F4.3.1.2a) und 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.2) (s. F4.3.1.2b) (Schema 106) 

überprüft.  

F4.3.1.1 Retrosynthese für „skipped“ Me-verzweigte, ungesättigte Kohlenwasserstoffe 

Die Synthesen von Tt.1 und Tt.2 sollten zunächst der Konstitutionsaufklärung der Naturstoffe 

Tt.A und Tt.B dienen. Daher wurde bei der Planung die Stereochemie der Doppelbindungen 

sowie der Stereozentren nicht berücksichtigt.  

Das den beiden Zielstrukturen gemeinsame Kohlenstoff-Gerüst (a) lässt sich retrosynthetisch 

durch Schnitt zwischen C4 und C5 in ein gesättigtes Trimethylnonyl- (b) und ein ungesättigtes 

Methylbut-2-enyl-Synthon (c) zerlegen (Schema 107). Geeignete synthetische Äquivalente 

könnten durch WITTIG- oder analoge Olefinierungs-Reaktionen unter Bildung der 

Doppelbindung in Position 4 verbunden werden. Dabei ist es sinnvoll, den weniger komplexen 

Reaktionspartner als Reagenz (z.B. WITTIG-Salz) im Überschuss einsetzen zu können. So wäre 

durch Verknüpfung eines Aldehyds b (R2 = CHO) mit einem Reagenz c (R1 = CH3) das Dien Tt.1 

und mit einem ω-oxygenierten Baustein c´ (R1 = CH2OPG) der primäre Allylalkohol Tt.2 

(R1 = CH2OH) zugänglich.   

Schema 107: Retrosynthetische Route I zur Darstellung von Tt.1 und Tt.2 durch 
Methylierung / Olefinierung eines iso-verzweigten WITTIG-Salzes. 
a: Tt.: R1 = CH3, Tt.2: R1 = CH2OH;    
PG = Schutzgruppe,   PW: WITTIG- oder WITTIG-analoges Reagenz. 

b
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Für den gesättigten Trimethylnonyl-Teil b der Zielmoleküle wurden zwei Synthesevarianten 

entwickelt:  

Route I: Der C12-Körper lässt sich weiter in eine Methylpropyl- und eine Methylhexyl-Einheit 

sowie ein C1-Synthon zerlegen (Schema 107). Der Baustein b könnte durch eine anfängliche 

Eintopfreaktion aus Methylierung des primären Methylhexyl-WITTIG-Ylens e [SHEN & QUI 1987; 

GERBER et al. 1991] und WITTIG-Reaktion mit geschütztem 3-Hydroxy-2-methylpropanal (d) und 

eine anschließend katalytische Hydrierung erhalten werden.  

Route II: Alternativ lassen sich Tt.1 und Tt.2 auf ein gemeinsames zentrales Strukturelement, 

bestehend aus den Kohlenstoffen C5 bis C9 mit den Methyl-Gruppen in Position 6 und 8, 

zurückführen (Schema 108). Dessen mögliche synthetische Äquivalente (f und g) sind aus 2,4-

Dimethylglutarsäure(estern) (h) durch Reduktion und anschließende Differenzierung der 

beiden Hydroxylgruppen zugänglich. Der konsekutive Aufbau der beiden Molekülhälften setzt 

eine entsprechende Schutzgruppenstrategie voraus.   

Schema 108: Alternativer retrosynthetischer Ansatz (Route II) mit regiodifferenziertem 2,4-
Dimethyl-1,5-pentandiol als zentralem Baustein. 
R = H, Alk;   PG = Schutzgruppe,   PW: WITTIG- oder analoges Reagenz,   MX: Metallorganyl. 

Demnach könnte der Baustein b durch Alkylierung des geschützten Tosylats f mit einem 

metallierten Alkylhalogenid j (Schema 108A) [FOUQUET et al. 1974; SCHLOSSER 1974; SAMAIN et al.  

1978; LIPSHUTZ et al. 1981; LIPSHUTZ & SENGUPTA 1992] oder durch Olefinierung des geschützten 

Aldehyds g mit einem geeigneten WITTIG-Ylen c und anschließende Hydrierung (Schema 108B) 

aufgebaut werden. Jeweils nach Deblockierung würde eine Cr(VI)-Oxidation den 

entsprechenden Aldehyd liefern [COREY & SUGGS 1975; COREY & SCHMIDT 1979]. 
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F4.3.1.2 Synthese von Stereoisomeren-Gemischen von Tt.1 und Tt.2 

F4.3.1.2a 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.1) 

Die nicht stereoselektive Synthese von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) erfolgte 

zunächst nach Route I (Schema 107). Als Olefinierungs-Reagenzien wurden folgende WITTIG-

Salze verwendet:  

Aus kommerziell erhältlichem 1-Brom-3-methylbut-2-en (#167) wurde durch Umsetzung mit 

Triphenylphosphin in siedendem Acetonitril das Wittig-Salz (3-Methylbut-2-en-1-yl)triphenyl-

phosphoniumbromid (#168) erhalten (Ausbeute: 73%) (Schema 109A) [COREY & LANSBURY 1983; 

VEDEJS & FANG 1984; HAAG et al.  1988; VASSILIKOGIANNAKIS et al. 1998].   

Die Synthese von (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (#171) (Schema 109B) 

erfolgte ausgehend von kommerziellem 5-Methylhexan-1-ol #169 durch Bromierung mit 

Triphenylphosphindibromid bei 0 °C [WILEY et al. 1964a,b; SONNET et al. 1987; 

SANDRI & VIALA 1992] und anschließende Substitution des Bromids #170 mit Triphenylphosphin 

in siedendem Toluol (81% über zwei Stufen). 

Schema 109: Reaktionsschema zur Darstellung von A: (3-Methylbut-2-en-1-yl)-TPPBr (#168) 
und B: (5-Methylhex-1-yl)-TPPBr (#171).  
Bedingungen: i) PPh3, Tol, 30 °C, 24 h;  

ii) PPh3Br2, DCM, Im, 0 °C bis RT 16 h;  
iii) PPh3, Tol, refl., 2 d. 

Als basenstabile Schutzgruppe (WITTIG-Reaktion) für den zentralen Baustein d von Route I 

(Schema 107) wurde zuächst Tetrahydropyranyl (THP) gewählt. Der entsprechende racemische 

Aldehyd #174 wurde aus kommerziellem 2-Methylpropan-1,3-diol (#172) dargestellt. Zur 

Regiodifferenzierung wurde das Diol #172 bei RT in einem 2-Phasen-System aus wässriger 

KHSO4-Lösung und Diethylether mit 1.eq. 3,4-Dihydro-2H-pyran (DHP) zu 2-Methyl-3-

(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propan-1-ol (#173) umgesetzt [NISHIGUCHI et al. 2000; 

JAMES et al. 2003]. Der Alkohol wurde danach mit PDC in DCM unter Zusatz von gepulvertem 

Molsieb 4 Å zu 2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propanal (#174) oxidiert (20% über 2 

Stufen) [HERSCOVICI & ANTONAKIS 1980; PIANCATELLI et al. 1982] (Schema 110).    
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Zum Aufbau des gesättigten Molekülteils wurde (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphonium-

bromid (#171) in THF bei -40 °C deprotoniert und mit Methyliodid in Position 1 methyliert. Das 

so erhaltene sekundäre WITTIG-Salz wurde in situ erneut deprotoniert und mit #174 zu 

(3EZ,2RS)-2,4,8-Trimethyl-1-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)non-3-en (#175) verknüpft. Die 

katalytische Hydrierung an Pd/C in Methanol bei 1 atm lieferte ein Gemisch aus (2RS,4RS)-2,4,8-

Trimethyl-nonan-1-ol (#177) und (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethyl-1-THPO-nonan (#176) (GC), 

welches im Anschluss durch Umacetalisierung mit p-Toluolsulfonsäure in Methanol deblockiert 

wurde. Bei 40 bar H2-Druck hingegen wurde die Hydroxyl-Gruppe vollständig entschützt. Nach 

Oxidation mit PDC zu (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal (#178) wurde dieser Aldehyd durch 

WITTIG-Reaktion in THF unter Verwendung von n-BuLi als Base mit dem Ylen von (3-Methylbut-

2-en-1-yl)-TPPBr (#168) zu (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) verknüpft 

(Schema 110). Die Zielverbindung wurde auf diesem Weg mit geringer Ausbeute (11% über 4 

Stufen ausgehend von #211) erhalten. 

Schema 110: Reaktionsschema zur Darstellung von (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-
Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1)  via  (2RS)-2-Methyl-3-THPO-propanal (#174).  
Bedingungen: i) DHP, KHSO4 aq., Et2O, RT 3 h;  

ii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 
iii) 1) n-BuLi, THF, -20 °C bis RT 40 min;  -25 °C, MeI, RT 1 h;  
 2) n-BuLi, -40 °C 30 min;  #174, bis RT 16 h; 
iv) H2 40 bar, Pd/C, MeOH, RT 10 h;    bei unvollständiger Deblockierung:    
v) p-TsOH, MeOH, RT 6 h; 
vi) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min; 2) -20 °C, #178, bis RT 16 h. 
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Zudem wurde bei der Methylierung / Olefinierung des WITTIG-Salzes #171 auch einen 

geringer Anteil (< 5%) des an Position 4 nicht methylierten Produkts (2,8-Dimethyl-1-THPO-

non-3-en, #179) gebildet. Dieses lieferte im Zuge der Sequenz 2,8-Dimethylnonan-1-ol (#180), 

2,8-Dimethylnonanal (#181) sowie den zu Tt.1 homologen Kohlenwasserstoff (4EZ)-2,6,12-

Trimethyltrideca-2,4-dien (#182). Keines der Nebenprodukte konnte säulenchromatographisch 

von der jeweiligen Zielverbindung abgetrennt werden (vgl. Synthese v. Tt.3, Schema 119, S.370)  

Als Alternative wurde wie in Schema 111 gezeigt Route II.A (Schema 108A, S.369) beschritten. 

Dazu wurde kommerzieller 2,4-Dimethylglutarsäuredimethylester (#183) mit LAH [NOLLER &  

PANNELL 1955; ALLINGER 1959] zu 2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (#184) reduziert [UKAJI &  

NARASAKA 1988; FUJITA & MORI 2001; LEY et al. 2009]. Das erhaltene symmetrische Diol #184 

wurde mit 1 eq. NaH in THF deprotoniert und 60 min bei RT gerührt, um das Monoanion zu 

erzeugen. Dieses wurde durch Reaktion mit TBDMSCl zum Monosilylether #185 

regiodifferenziert [MARSHALL  et al. 1987; DE ALMEIDA  et al. 2012]. Dessen Tosylierung lieferte den 

zentralen bifunktionellen Baustein 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethyl-1-(p-

toluolsulfonyloxy)pentan (#186) (78% über drei Stufen).  

Schema 111: Reaktionsschema zur Darstellung von (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-
2,4-dien (Tt.1)  via  5-TBDMSO-1-p-TsO-2,4-dimethylpentan (#186).  
↑ Epimerisierung durch Enolisierung möglich. 
Bedingungen: i) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 12 h, refl. 2h; 

ii) 1) NaH 1 eq., THF, -20 °C bis RT 1 h; 2) 0 °C, TBDMSCl 1 eq., RT 10 h; 
iii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM -20 °C bis RT 6 h; 
iv) 1) CuI, THF, -90 °C; 2) #188; bis RT 18 h; 
v) TBAF, THF H2O 30:1, RT 12 h; 
vi) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min;  
vii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 1.5 h;  2) -40 °C, #168, bis RT 16 h. 
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Zum Aufbau des gesättigten Molekülteils wurde das Tosylat #186 durch Cu(I)-katalysierte 

Kupplung (s. E. amygdali) mit dem GRIGNARD-Reagenz #188 von kommerziell erhältlichem 1-

Brom-3-methylbutan (#187) zu 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,8-trimethylnonan (#189) 

alkyliert. Nach saurer Deblockierung mit p-TsOH in THF wurde der Alkohol #177 zum Aldehyd 

#178 oxidiert. Dieser wurde durch WITTIG-Reaktion mit #168 unter Verwendung von n-BuLi als 

Base zu 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) olefiniert (37% über vier Stufen ausgehend 

von #186).  

Die zuerst durchgeführten Synthesen via rac-#211 (Schema 110) lieferten ein Gemisch der 

vier racemischen Stereoisomere von Tt.1. Bei der stereochemisch unselektiven Methylierung des 

WITTIG-Ylens von #171 entsteht ein syn/anti-Gemisch im Verhältnis 1 : 1. Die Knüpfung der 

unsymmetrisch substituierten Doppelbindung C4-C5 erzeugt daher ein Z- und ein E-

konfiguriertes Paar racemischer Diastereomere (Graphik 63A). 

Hingegen lieferte die Synthesefolge via #186 (Schema 111) nur eines der beiden 4EZ-Tt.-Paare 

(Graphik 63B). Daher wurde die Konfiguration des als Edukt verwendeten 2,4-Dimethyl-

glutarsäureesters (#183) untersucht. Der kommerzielle Artikel ist als „mixture of (±) and meso“ 

spezifiziert (Sigma-Aldrich). Dieses Gemisch konnte jedoch nicht durch enantioselektive 

Gaschromatographie getrennt werden. Hingegen ließen sich alle drei Isomere von 2,4-

Dimethylpropan-1,5-diol (#184) an Octakis-(2,6-di-O-pentyl-3-O-butyryl)-γ-cyclodextrin 

(LIPODEX® E) als stationäre Phase trennen. Das Reduktionsprodukt des kommerziellen Esters 

enthielt ausschließlich die anti-Form, also das Racemat (2R*,4R*)-#184, nicht aber die meso-

Form. Zentraler Baustein der Synthesefolge war demnach (2R*,4R*)-#186, welcher zu (2R*,4S*)-

2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (2R*,4S*-#177) und schließlich zu (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (4EZ-anti-Tt.1) verlängert wurde. 

Graphik 63: Ionenspuren aus TIC-Chromatogrammen von synthetischem 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1). 
A: Synthese via #211;   B: Synthese via #186 (DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300).    
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Offenbar führt die mögliche Enolisierung des Aldehyds #178 (Schema 111) zu partieller 

Isomerisierung in Position 2, was die Bildung von ca. 7% der syn-Isomere (4EZ,6R
*,8R

*)-Tt.1 

erklärt (Graphik 63B).  

Anhand der NMR-spektroskopischen 3J-Kopplungen der olefinischen Protonen an C4 und C5 

wurde die Doppelbindungsgeometrie beim anti-konfigurierten Haupt- und beim anti-

Nebenprodukt der Synthese nach Route II.A bestimmt (Graphik 64 und Anhang Anhang Tt.2) 

[HOFFMANN et al. 2001; CHOW et al. 2005; PETROSKI & BARTELT 2007; SCHMIDT & BREIT 2010; SCHMIDT  

et al. 2012]. Die abschließende WITTIG-Olefinierung mit n-BuLi als Base lieferte unter „nicht 

salzfreien“ Bedingungen bevorzugt das später eluierende thermodynamisch günstigere E-

Produkt im Verhältnis (GC/MS) von: 

4Z : 4E = 26 : 74  bei  (4EZ,6RS,8RS)-Tt.1 und von  

4Z : 4E = 37 : 63  bei  (4EZ,6R*,8S*)-Tt.1.  

Die beiden syn-Diastereomere (6R*,8R*-Tt.1) zeigen jeweils sehr ähnliche chemische 

Verschiebungen wie ihre an der Doppelbindung C4 gleich konfigurierten anti-Isomere. Ihre 

Signale waren jedoch wegen der geringen Konzentration nur bei C5 (Graphik 64) und bei der 

Methyl-Gruppe C15 (teilweise) aufgelöst.  

Graphik 64: 1H-NMR (CDCl3, 500 MHz) zur Bestimmung der EZ-Konfiguration 
von via #186 synthetisiertem 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1), 
Ausschnitt: Bereich des olefinischen Protons H5: 3

JH5-H4(E) = 15.1 Hz,  
3
JH5-H4(Z) = 9.5 Hz,  E : Z ca. 4 : 3.   Nebensignale: syn-Isomere.  

Dadurch konnte den Peaks im Chromatogramm jeweils die Konfiguration eines der vier 

diastereomeren Racemate zugeordnet werden (Graphik 63) 

 

0.72 

1.00 

δδδδ [ppm]

E-C5 Z-C5 

3
JH5-H4 

3
JH5-H4 

5.5 5.4 5.3 5.2 

anti 

anti 

syn syn 

Int 

[%] 



Überprüfung der zuvor publizierten Strukturvorschläge F4.3.1 

 

375 

F4.3.1.2b 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol   (Tt.2) 

Gemäß Schema 107 (S.368) ist zur Darstellung des korrespondierenden Allylalkohols, 

2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.2), ein ω-oxygeniertes WITTIG-Salz erforderlich, 

das (analog zu Reagenz #168) mit dem zuvor dargestellten 2,4,8-Trimethylnonanal (#178) 

umgesetzt werden kann.  

Zur Synthese dieses Bausteins wurde zunächst der Ansatz nach Schema 112A verfolgt. Dazu 

wurde die Hydroxyl-Gruppe von Acetol (#190) als TBDMS-Ether blockiert 

[CHAUDHARY & HERNANDEZ 1979b; MARTÍNEZ & HOPPE 2005; WU & HONG 2005] und erhaltenes 1-

(tert-Butyldimethylsilyloxy)propan-2-on (#191) nach HORNER-WADSWORTH-EMMONS mit 

Triethylphosphonoacetat (#193) [WADSWORTH & EMMONS 1961, 1965; KLUGE & CLOUDSDALE 1979; 

HEATHCOCK et al. 1985; KLUGE 1986] (vgl. H. mossambicus) zu (2EZ)-4-TBSO-3-methylbut-2-

ensäureethylester (#192) olefiniert. Der α,β-ungesättigten Ester wurde mit 2.5 eq. DIBAlH zu  

4-TBSO-3-methylbut-2-en-1-ol (#194) reduziert [MATÍN et al. 2001; SINGH & HAN 2004]. Dieser 

Allylalkohol wurde zunächst in sein Tosylat (#195) und dann durch FINKELSTEIN-Substitution mit 

Lithiumbromid in Aceton in 1-Brom-4-TBSO-3-methylbut-2-en (#196) umgewandelt 

[FINKELSTEIN 1910; PACE & REGMI 2006]. Die Reaktion mit Triphenylphosphin in Toluol lieferte 

das WITTIG-Salz #197 (8% über sechs Stufen) (Schema 112A). 

Schema 112: Darstellung von [(2E)-3-Methyl-4-TBSO-but-2-en-1-yl]-TPPBr (#197).  

A: Reaktionsschema. B: Mechanismus der EZ-Isomerisierung bei der Reduktion mit DIBAlH. 
Bedingungen: i) TBDMSCl, DMAP, Im, DCM, 0 °C bis RT 12 h;  

ii) 1) (EtO)2(O)PCH2CO2Et, KOt-Bu, DCM, 0 °C 2 h, 2) #191, 0 °C bis RT 12 h;  
iii) DIBAlH 2.5 eq., DCM, -35 °C bis RT 6 h;  
iv) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM -20 °C bis RT 6 h; 
v) LiBr, THF, -20 °C bis RT, 12 h; 
vi) PPh3, Tol, 45 °C, 2 d. 
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In polaren Solventien werden unter Verwendung von mindestens 2 eq. DIBAlH [GREEVES 

1991; JOHNSTONE 1991; KEINAN 1991; DAVIS et al. 1995] α,β-ungesättigte Carbonylverbindungen 

1,2-selektiv zu Allylalkoholen reduziert [WINTERFELDT 1975; YOON & GYOUNG 1985].  

Der α,β-ungesättigte Ester #192 wurde mit einem Z/E-Isomerenverhältnis der 

trisubstituierten Doppelbindung von ca. 1:7 (GC) erhalten (s. Anh. G.9.3A). Bei -78 °C verlief die 

DIBAlH-Reduktion unter Erhalt der Konfiguration [MARSHALL et al. 1989; KOPPISCH et al. 2000]. Bei 

höheren Temperaturen [SINGH & HAN 2004] konnte hingegen eine Verschiebung des 

Verhältnisses zugunsten des thermodynamisch stabileren E-Allylalkohols (E-#194) beobachtet 

werden. Nach Zugabe von DIBAlH bei -35 °C und Erwärmen auf RT über 6 Stunden wurde 

mittels GC kein Z-Produkt mehr detektiert (s. Anh. G.9.3C). In Tab. 22 und Graphik 65 ist die 

Abhängigkeit der Z/E-Verhältnisse von Reaktionstemperatur und Reaktionsdauer 

zusammengestellt.   

Die Isomerisierung wird durch Vorkomplexierung des Carbonylsauerstoffs durch das 

trivalente, LEWIS-saure Aluminium-Zentrum ermöglicht [SEYDEN-PENNE 1991, DAVIS et al. 1995] 

(Schema 112B). In dem resonanzstabilisierten Alkyloxoniumaluminat ist die Bindungsordnung 

der π-Bindung reduziert, was die Aktivierungsenergie der Rotation mindert und jene der 

intramolekularen Hydrid-Übertragung vergrößert. Mit steigender Temperatur erhöht sich daher 

die Geschwindigkeitskonstante der Isomerisierung stärker als die der Produktbildung. 

Rkt-Bedingungen Verhältnis 

T [°C] ∆t [h] Z E 

 -78 2 1 7 

-35 bis -10 2 1 15 

-35 bis 0 4 1 20 

-35 bis RT 6 0 1 

Tab. 22: Z/E-Mengenverhältnis von 4-TBSO-3-methylbut-2-en-1-ol (#194) nach DIBAlH-Reduktion 
von #192 in Abhängigkeit von Reaktionstemperatur und -zeit..    

Graphik 65: Z/E-Verhältnis von #194 nach Reduktion von #192 als Funktion der Temperatur. 
Bedingungen: 2.5 eq. DIBAlH (20% in Hexan) in DCM;   GC: HP-1, 30 m, 60/3-10-300.    

Durch WITTIG-Olefinierung des so dargestellten [(2E)-3-Methyl-4-TBSO-but-2-en-1-yl]-TPPBr 

(#197) mit (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonanal (anti-#178, Synthese via #186, S.372) sollte der als 

Silylether #198 geschützte Allylalkohol gebildet werden (Schema 113A). Nach Behandlung des 

Produktgemischs mit TBAF [COREY & VENKATESWARLU 1972] konnte die Zielverbindung mittel 

GC/MS jedoch nicht detektiert werden. Möglicherweise ist das Phosphonium-Salz unter den 

Bedingungen der WITTIG-Reaktion nicht stabil (vgl. [(2E)-1-Methyl-4-TBDMSO-but-2-en-1-yl]-

TPPCl, #234, S.396).  
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Schema 113: Reaktionsschema zur Darstellung von (2E,4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyl-
trideca-2,4-dien-1-ol (Tt.2). 
A: Versuch zur Olefinierung von anti-#178 mit (3-Me-4-TBSO-but-2-en-1-yl)-TPPBr (#197), 

B: SeO2-allylische Oxidation von 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1), 
Bedingungen: i) 1) n-BuLi, THF, -50 °C bis RT 1 h; 2) -40 °C, #178, bis RT 10 h; 

ii TBAF, THF, RT 6 h;   
iii) SeO2 4 eq, EtOH, 60 °C 48 h; 
iv) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 6 h. 

Daher wurde zur Darstellung des Allylalkohols (2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 

Tt.2), versucht, das zuvor dargestellte, korrespondierende Dien 4EZ-anti-Tt.1 (Schema 111, S.372) 

mit Selendioxid zu oxidieren. Dabei wurden unter verschiedenen Reaktionsbedingungen und 

Verwendung unterschiedlicher Cooxidazien und Lösemittel nur schlechte Ausbeuten und stets 

komplexe Produktgemische erhalten. 157 Die besten Ergebnisse wurden mit 5 eq. SeO2 in Ethanol 

nach 48 h unter Rückfluss erzielt. Der so erhaltene Aldehyd (2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-

dienal, #199, Massenspektrum s. Anh. G.9.4) wurde mit LAH zur Zielverbindung reduziert 

(Schema 113B). 

                                                           

157  Vergleichbare Probleme bei der Oxidation von Dienen wurden auch bei Synthesen zur Strukturaufklärung 
von Yf.D bei Yucca spp. beobachtet. 
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Die SeO2-Oxidation erfolgt aus sterischen Gründen E-selektiv [BHALERAO & RAPOPORT 1971; 

STEPHENSON & SPETH 1979] (s. Yucca spp.). Zudem deuten die gaschromatographischen 

Intensitätenverhältnisse auf eine fast vollständige Isomerisierung der Doppelbindung an C4 

unter Bildung von racemischem (2E,4E,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

(2E,4E-anti-Tt.2) als dominierendes Stereoisomer hin (Graphik 66). 

Graphik 66: Ionenspuren aus TIC-Chromatogrammen von A: synthetischem anti-2,6,8,12Me-∆2,4-
13OH (Tt.2) und B: synthetischem anti-2,6,8,12Me-∆2,4-13al (#199). 
(DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300).  
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F4.3.1.3 Falsifikation der Postulate 

Die 70 eV-EI-Massenspektren der beiden neuen Verbindungen (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (4EZ-anti-Tt.1) und (2E,4E,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-

2,4-dien-1-ol (2E,4E-anti-Tt.2) sind in Graphik 67 gezeigt. Sowohl beim Kohlenwasserstoff Tt.1 als 

auch beim Allylalkohol Tt.2 unterscheiden sich die Massenspektren der jeweiligen Stereo- und 

Doppelbindungsisomere untereinander nur sehr wenig.  

Graphik 67: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von A: synthetischem 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1) 

und B: synthetischem 2,6,8,12Me-∆2,4-13OH (Tt.2). 

Das massenspektrometrische Fragmentierungsmuster von synthetischem Tt.1 (Graphik 67A) 

unterscheidet sich bei den charakteristischen Signalen qualitativ kaum aber quantitativ deutlich 

vom Spektrum des Naturstoffs Tt.A (Graphik 62A, S.367), insbesondere durch das beim 

Syntheseprodukt intensivere Signal m/z 180, ein weniger intensives Ion m/z 69 sowie das Fehlen 

von m/z 153.  
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Das Massenspektrum von Tt.2 (Graphik 67B) zeigt relevante Abweichungen von dem des 

Naturstoffs Tt.B (Graphik 62B), besonders bei den Ionen m/z 81, 97, 149, 180 und m/z 234 

(intensiver) sowie m/z 69, 153 und m/z 221 (schwächer).  

Die Interpretation dieser Unterschiede lieferte Hinweise auf strukturelle Unterschiede 

zwischen Naturstoffen und Syntheseprodukten: Die naturstofffremden Fragmente m/z 151 bzw. 

m/z 149 bei Tt.1 bzw. Tt.2 könnten durch Abspaltung von C6H13 (m/z 85) (und zusätzlichen 

Verlust von Wasser bei Tt.2) aus dem iso-verzweigten gesättigten Molekülteil entstehen 

(Schema 114). Das Signal m/z 180 resultiert vermutlich bei beiden aus dem Bruch der Bindung 

C3-C4 unter Verlust von Isobuten (C4H8O, m/z 72). Hauptfragmentierung bei Tt.1 ist die 

Allylspaltung C6-C7 unter Bildung von m/z 109. Bei Tt.2 liefert die analoge Reaktion m/z 125, der 

zusätzliche Verlust von Wasser das Ion m/z 107 und die Abspaltung von Wasser aus dem 

Molekülion das Signal m/z 234. Das auch für ω3,ω5-Diene charakteristische C6-Fragment m/z 82 

bei Tt.1 resultiert vermutlich aus α-Spaltung (C5-C6) und H-Transfer auf das 

Doppelbindungssystem (vgl. E. amygdali, T. ekebladella) [ANDO et al. 1985, 1988; 

ANDO & YAMAKAWA 2011]. Bei dem 2,4-Dienal #199 (Massenspektrum s. Anh. G.9.4) bildet sich 

durch Bruch der Bindung C5-C6 das (möglicherweise cyclische) Fragment m/z 95 als Basepeak. 

Auf diese Weise könnte bei Tt.2 das Ion m/z 97 entstehen (vgl. Tt.6 und Tt.5, Schema 130, S.402). 

Schema 114: Interpretation charakteristischer massenspektrometrischer Fragmente der 
nichtnatürlichen Verbindungen Tt.1 und Tt.2. 
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F4.3.2 Bestimmung der Konstitution der Naturstoffe Tt.A und Tt.B 

Die Massenspektren von Tt.A und Tt.B sind nicht identisch mit denen von synthetischem Tt.1 

und Tt.2, sodass Modifikationen der Postulate erforderlich waren.  

F4.3.2.1 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.3) 

F4.3.2.1a Strukturhypothese I 

Die Fragmentierungsmuster von natürlichem Tt.A bzw. Tt.B und synthetischem Tt.1 bzw. Tt.2 

zeigen jeweils so hohe Ähnlichkeit, dass für die Naturstoffe mit den widerlegten Postulaten eng 

verwandte Strukturen vermutet wurden. Anhand ihrer Massenspektren und deren signifikanter 

Unterschiede wurden alternative Strukturvorschläge entwickelt und diese auf ihre 

biosynthetische Plausibilität geprüft. 

Zudem wurden die Ergebnisse der Derivatisierungs-Experimente von VAN BEEK et al. [2005] 

berücksichtigt: Beide Naturstoffe lieferten Diels-Alder-Addukte mit 4-Methyl-1,2,4-triazolin-3,5-

dion (MTAD) [YOUNG et al. 1990], was die Existenz konjugierter Doppelbindungen beweist und 

bei zwei Unsättigungs-Äquivalenten (s. Naturstoffanalyse, S.367) cyclische Verbindungen 

ausschließt. Der Naturstoff Tt.B konnte silyliert werden und muss somit eine freie OH-Gruppe 

besitzen.  

Schema 115: Biogenetische Plausibilitätsbetrachtung: Mögliche Strukturen für den Naturstoff Tt.A. 
A:  Polyketid aus 6 Untereinheiten mit Doppelbindungen in Position 2 und 4. 

Randbedingungen für Tt.A: der ungesättigte Teil (C1 bis C6) ist zusätzlich an C2 oder C4 
Methyl-substituiert, der gesättigte C9-Teil enthält zwei Methyl-Verzweigungen an C8 und 
an C10 oder C12,  

B:  Struktur-Postulat Tt.1 von VAN BEEK et al. [2005] mit Isobutyryl-Starter.  

C: unwahrscheinliche Modifikation von Tt.1 unter Erhalt des Isobutyryl-Starters. 
D: Polyketid ausschließlich aus Acetat und Propionat-Einheiten. 
Legende: ehemalige Carbonyl-Gruppe von: s Starter, c Wachstumseinheit, x desoxygeniert; 

 ▬ C-Atome der Bausteine; ▬ mögl. Positionen von Me-Gruppen bei Einbau von 
Propionat. 

x c c c c s

c c c c c s

ungesättigt                 gesättigt
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x c c c c s

A B

D C



F4.3 Strukturaufklärung 

 

382 

Der Naturstoff Tt.A zeigt wie synthetisches Tt.1 das charakteristische Fragment m/z 82. Bei 

beiden ist m/z 109 der Basepeak des Spektrums. Ebenso gleichen sich Tt.B und Tt.2 bei den aus 

Allylspaltung resultierenden Signalen m/z 125 und m/z 107 (Schema 114). Daher wurde an dem 

beiden Verbindungen eigenen Me-2,4-dien-System und einer Methyl-Gruppe am sp2-

hybridisierten Atom C6 festgehalten. Die Signale m/z 123, 151 und 193 bei Tt.A und m/z 191 bei 

Tt.B deuten auf eine Methyl-Verzweigung an C8 und eine weitere im gesättigten Molekülteil hin. 

Das auch bei synthetischem Tt.2 beobachtete Fragment m/z 221 (M+-CH2OH) und das (beim 

Naturstoff kleinere) Signal m/z 234 (M+-H2O) bestätigen die Vermutung eines primären 

Allylalkohols. Die Interpretation wird durch ein möglicherweise cyclisches Fragment m/z 169 

(Me3Si-C6H8O+) als Basepeak bei silyliertem Tt.B sowie die Fragmente m/z 194 und m/z 210 der 

MTAD-Derivate (jeweils Verlust von C11H23) gestützt. 

Daher wurde vermutet, dass die Naturstoffe Tt.A und Tt.B tatsächlich ein gemeinsames 

Tetramethyltrideca-2,4-dien-Gerüst, aber ein von der anfänglichen Annahme abweichendes 

Verzweigungsmuster besitzen. Strukturen dieses Typs können biogenetisch polyketiden 

Ursprungs sein (s. F4.4, S.417) und durch Verknüpfung von Acetat (C2)- und Propionat-Einheiten 

(C3, Einführung von Methyl-Verzweigungen) aufgebaut werden [FRANCKE & SCHULZ 1999; 

SCHULZ et al. 2004]. Doppelbindungen in Position 2 und 4 sowie Methyl-Gruppen an C6 und C8 

stehen damit im Einklang. Weitere Verzweigungen wären nach dieser Hypothese nur in Position 

C2, C4 und C10 möglich (Schema 115A). 

Für die Postulate Tt.1 und Tt.2 mit 2,6,8,12-Substitution schlugen VAN BEEK et al. [2005] eine 

gemischte Biosynthese vor, beginnend mit einem von Valin abgeleiteten Isobutyryl-Starter 

gefolgt von einer Verlängerungssequenz aus C2, C3, C3, C2 und C3 (Schema 115B). Eine 

Biosynthese, die mit einem Aminosäure-Derivat startet [MOORE & HERTWECK 2002; 

DICKSCHAT et al. 2005a,b, 2011; SCHULZ & DICKSCHAT 2007] (vgl. X. euvesicatoria) und darüber 

hinaus sowohl Acetat- als auch Propionat-Einheiten umfasst, erschien jedoch weniger 

wahrscheinlich als eine Alternative, bei der nur Acetat- und Propionat eingebaut werden. Daher 

wurde 4,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.7, Schema 115C) nicht als plausible Alternative 

angesehen. Bei Variation der Position nur einer Methyl-Gruppe von Tt.1 erfüllen hingegen 

2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) und sein Allylalkohol Tt.4 diese Bedingung 

(Schema 116). Beide könnten durch die Folge C3-C3-C3-C3-C2-C3 entstehen (Schema 115D),  

Schema 116: Alternative Strukturorschläge mit Polydesoxypropionat-Gerüst für den 

natürlichen Kohlenwasserstoff Tt.A: 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) und 
den vermuteten Allylalkohol Tt.B: 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.4).    

HO

Tt.3 Tt.X2Tt.3 Tt.4 
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F4.3.2.1b Syntheseplanung für den Kohlenwasserstoff Tt.3 

Bei 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) ist lediglich die Methyl-Gruppe von C12 bei Tt. 

nach C10 verschoben (Schema 115), sodass sich die zuvor entwickelten Synthesekonzepte 

(Schema 107 und Schema 108, S.368f) übertragen und einige der obigen Synthesebausteine auch 

hier einsetzen lassen (c, d, f). Für den gesättigten Molekülteil müssen jeweilige Analoga mit 

geänderter Methyl-Verzweigung dargestellt werden (Schema 117). Die Zuordnung der 

Stereoisomere zu gaschromatographisch separierten Peaks von Tt.1 wurde durch Vergleich der 

Syntheseprodukte nach Route I (Methylierung / Olefinierung) und Route II (via anti-2,4-

Dimethylpropan-1,5-diol, #184) möglich (Graphik 63). Daher sollten auch zur Synthese von Tt.3 

beide Wege zur Synthese des 2,4,6-trimethyl-verzweigten Bausteins b‘ beschritten werden.  

Schema 117: Retrosynthese zur Darstellung von und 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3). 
Route I: durch Methylierung / Olefinierung; Route II: via anti-2,4-Dimethyl-1,5-pentandiol (#184).   
R1 = CH3;   R2 = CHO;   PG = Schutzgruppe,   PW: WITTIG- oder analoges Reagenz,   MX: Metallorganyl. 

Für Route I (Schema 117) wird ein 3-Methyl-verzweigtes WITTIG-Salz (e‘) benötigt, welches 

sich aus Pentan-2-on (#200) via HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Olefinierung (ähnlich wie #197, 

Schema 112, S.375) darstellen lassen sollte. Im Anschluss an dessen Olefinierung mit dem 

Aldehyd d ist die Hydrierung der neu geknüpften Doppelbindung erforderlich. Dabei würde eine 

Benzyl-Schutzgruppe (PG = Bn) gleichzeitig entfernt (im Gegensatz zu THP bei der Synthese von 

Tt.1, Schema 110, S.371). Die Route II.A erfordert ein sekundäres Alkylierungs-Reagenz j‘ zur 

Kupplung mit dem Tosylat f. Hingegen muss für Route II.B der geschützte Aldehyd g als 
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zentraler Baustein synthetisiert werden. Auch hier folgt auf die Olefinierung eine Hyrierung, 

sodass sich ebenso Benzyl als Schutzgruppe anbietet. Deswegen könnte auch ein ungesättigtes 

WITTIG-Salz c‘ verwendet werden. Allylbromide reagieren in der Substitution mit 

Triphenylphosphin deutlich schneller und unter milderen Bedingungen.   

F4.3.2.1c Synthese von 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (Tt.3) 

Zur Darstellung von 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) wurde zunächst Route I 

(Schema 117) verfolgt: Das hierfür benötigte WITTIG-Salz [(RS)-3-Methylhex-1-yl)]triphenyl-

phosphoniumbromid (#205) wurde wie in Schema 118A gezeigt dargestellt. Dazu wurde Pentan-

2-on (#200) durch HWE-Reaktion mit Triethylphosphonoacetat (#193) zum α,β-ungesättigten 

Ester #201 olefiniert. Dieser wurde mit Lithiumaluminiumhydrid reduziert und das so erhaltene 

1:4-Produktgemisch aus gesättigtem Alkohol und Allylalkohol (#202) katalytisch an Pd/C zu 

(RS)-3-Methylhexan-1-ol (#203) hydriert. 158 Die Bromierung mit PPh3Br2 zu #204 und die 

abschließende Reaktion mit Triphenylphosphin lieferten #205 (13% über fünf Stufen).   

Schema 118: Reaktionsschemata zur Darstellung von A: [(RS)-3-Methylhex-1-yl)]-TPPBr 

(#205) und B: [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]-TPPBr (#209).     

Bedingungen: i) 1) (EtO)2(O)PCH2CO2Et, KOt-Bu, DCM, 0 °C 1 h, 2) #200, 0 °C bis RT 12 h;   
ii) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 12 h refl. 2 h;   
iii) H2 40 bar, Pd/C; Pentan, RT, 2 h; 
iv) PPh3Br2, DCM, Im, 0 °C bis RT 6 h;    
v) PPh3, Tol, refl., 2 d; 
vi) MeMgBr, Et2O, RT, 2 h; 
vii) PBr3, Pentan, RT, 1 h; 
viii) PPh3, ACN, 40 °C, 2 d. 

                                                           

158  α,β-ungesättigte Carbonylverbindungen werden durch das stärkere H-Nuklephil LAH (anders als von 

DIBAlH) auch in der partial positiven β-Position angegriffen und so (teilweise) an der Doppelbindung hydriert 
[WILSON et al. 1970]. Der 1,4-Reduktion folgt dann die schnellere 1,2-Reduktion.  
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Racemisches (2RS)-(3-Benzyloxy)-2-methylpropanal (rac-#211) wurde aus kommerziellem 

2-Methylpropan-1,3-diol (#172) dargestellt. Zur Regiodifferenzierung wurde das Diol nach der 

für #185 beschriebenen Methode (Schema 111, S.372) mit NaH deprotoniert und durch Reaktion 

mit Benzylbromid und mit Tetra-n-butylammoniumiodid als Substitutions-Katalysator zum 

Monobenzylether #210 umgesetzt [MCDOUGAL et al. 1986; MARSHALL & GAROFALO 1996]. 

Anschließend wurde mit PDC in DCM unter Zusatz von gepulvertem Molsieb 4 Å zu #211 oxidiert 

[HERSCOVICI & ANTONAKIS 1980; PIANCATELLI et al. 1982] (Schema 119A).   

Schema 119: Reaktionsschema zur Darstellung von (4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy 
(Tt.3) via Methylierung / Olefinierung (m) des WITTIG-Salzes #205, Route I. 
Bedingungen: i) 1) NaH, THF, 0 °C bis RT 1 h; 2) BnBr (1 eq.), n-Bu4NI, 0 °C bis RT 16 h; 

ii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 6 h; 
iii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C 2 h, MeI; 2) n-BuLi, -40 °C 2 h; 3) #211, bis RT 16 h; 
iv) H2 20 bar, Pd/C, Pentan, RT 40 h;   
v) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min;   
vi) WITTIG: 1) n-BuLi, THF, -40 °C 30 min; 2) -20 °C, #214, bis RT 14 h.   

Aus diesem Baustein erfolgte im Anschluss die Synthese von Tt.3 via 

Methylierung / Olefinierung (analog der Darstellung von 4EZ,6RS,8RS-Tt.1) aus dem WITTIG-Salz 

#171, Schema 110, S.371): Das aus [(RS)-3-Methylhex-1-yl]triphenylphosphoniumbromid (#205) 

erzeugte Ylen wurde in Position 1 methyliert und nach erneuter Deprotonierung mit dem 

racemischen Aldehyd #211 zu (3EZ,2RS,6RS)-(1-Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnon-3-en (#212) 

umgesetzt. Anschließend wurde die Doppelbindung katalytisch hydriert und dabei auch die 

Hydroxyl-Gruppe in Freiheit gesetzt. Der erhaltene Alkohol #213 wurde mit PDC zu 
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(2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) oxidiert. Dessen WITTIG-Reaktion mit (3-

Methylbut-2-en-1-yl)-TPPBr (#168) unter Verwendung von n-BuLi als Base lieferte 

(4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) (Schema 119B). Anders als bei 

Tt.1 (Schema 110, S.371) konnte nur ein Gemisch mit einem hohen Anteil (25%) von nicht C8-

methyliertem Homologen, 2,6,10-Trimethyltrideca-2,4-dien (#218), isoliert werden. 159 

Schema 120: Reaktionsschema: Cu(I)-katalysierte Alkylierung von 5-TBDMSO-2,4-dimethyl-1-
p-TsO-pentan (#186) mit 1-Methylbutylmagnesiumbromid (#220).  
Bedingungen: i) 1) CuI, THF, -90 °C; 2) #220; bis RT 16 h 

ii) TBAF, THF, RT, 12 h. 

Die Cu(I)-katalysierte Kupplung nach Route II.A (Schema 117) von 5-(tert-Butyldimethyl-

silyloxy)-2,4-dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan (#186) mit dem sekundären GRIGNARD-

Reagenz 1-Methylbutylmagnesiumbromid (#220) zum geschütztem Alkohol #221 gelang im 

Gegensatz zur analogen Reaktion mit dem primären GRIGNARD-Reagenz #188 (Schema 111, S.372) 

nur mit mangelhafter Ausbeute. Der Silylether wurde mit TBAF in THF zu (2R*,4S*,6RS)-2,4,8-

Trimethylnonan-1-ol (anti-#213) deblockiert (Schema 120).      

Daher wurde zum Aufbau des gesättigten Molekülteils von Tt.3 die alternative Route II.B 

(Schema 117) beschritten: Als WITTIG-Salz wurde dafür [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-

yl]triphenyl-phosphoniumbromid (#209) verwendet. Zu dessen Synthese wurde Crotonaldehyd 

(#206) mit Methylmagnesiumbromid methyliert [COBURN 1947; REIF 1906] und erhaltenes 

(3E,2RS)-Pent-3-en-2-ol (#207) mit Phosphortribromid [NOLLER & DINSMORE 1933; 

MCMURRY & ERION 1985; PAZ &  RODRIGUES 2003] in Pentan zu (3E,2RS)-2-Brompent-3-en (#208) 

bromiert. Dieses wurde mit Triphenylphosphin zu #209 [BARTELT et al. 1990] umgesetzt (52% 

über drei Stufen) (Schema 118B).  

                                                           

159  Bei der Methylierung / Olefinierung von #205 entstanden 26% des an Pos. 4 nicht methylierten Analogons  
1-BnO-2,6-dimethylnon-3-en, #215. Die Reaktionsbedingungen konnten nicht hinsichtlich einer quantitativen 
Methylierung optimiert werden. Die Sequenz wurde zu Testzwecken weiter verfolgt, wobei als 
Nebenprodukte durch Hydrierung 2,6-Dimethylnonan-1.ol (#216) und durch Oxidation 2,6-Dimethylnonanal 
(#217) entstanden. Die jeweiligen Homologenpaare konnten nicht säulenchromatographisch separiert 
werden.  
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Das WITTIG-Salz #209 wurde mit überwiegend E-konfigurierter Doppelbindung erhalten. 

NMR-spektroskopisch wurde ein E:Z-Verhältnis von ca. 13.5 : 1 bestimmt (Graphik 68) 

[GRAY 1973; ALBRIGHT et al. 1975a,b; KALINOWSKI et al. 1984; BREITMAIER & VOELTER 1987;CRISTAU &  

PLÉNAT 1994]. Die Doppelbindung von E-Crotonaldehyd unterliegt im Verlauf der Synthesefolge 

also nur in geringem Maße einer Isomerisierung.  

Graphik 68: 1H-NMR (400 MHz, MeOD), Ausschnitt: dddq-Signal des olefinischen Protons an C2 von 

(2E)- und (2Z)-[(2RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]-TPPBr (#209). 

Der zentrale Baustein (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal (anti-#223) wurde 

analog #211 (Schema 110, S.371) durch Monobenzylierung von racemischem (2R*,4R*)-2,4-

Dimethylpropan-1,5-diol (anti-#184) [WHITE  et al. 2004; WHITE & SMITS 2005] und PDC-Oxidation 

von (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol (#222) erhalten (47% über drei Stufen). 

Der Aldehyd #223 wurde durch WITTIG-Olefinierung mit [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]-

TPPBr (#209) zu (5EZ,7E,2R*,4R*)-1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien (#224) 

umgesetzt (5E : 5Z-Verhältnis = 2 : 1). Dessen katalytische Hydrierung-Deblockierung an Pd/C in 

Pentan lieferte (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213). Während der Synthesefolge 

blieb die relative Konfiguration an C2 und C4 von Diol #184 weitgehend erhalten: Die vier 

racemischen Diastereomere von #213 konnten gaschromatographisch (DB-5) in drei Peaks 

getrennt werden, deren Intensitäten einem 2,4syn/2,4anti-Verhältnis von 1:4 entsprechen (s. 

Anh. G.9.6).   

Der Alkohol 2,4anti-#213 wurde mit PDC oxidiert und der erhaltene Aldehyd 2,4anti-#214 mit 

(3-Methylbut-2-en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (#168) zu (4EZ,6R*,8S*,10RS)-2,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (4EZ,10RS-6,8anti-Tt.3) verknüpft (31% über vier Stufen ausgehend 

von #223) (Schema 121).  
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Schema 121: Reaktionsschema zur Darstellung von (4EZ,10RS)-6,8anti-2,6,8,10-Tetramethyl-
trideca-2,4-dien (Tt.3) via anti-2,4-Dimethyl-1,5-pentandiol (#184), Route II.B.    
↑ Epimerisierung durch Enolisierung möglich . 
Bedingungen: i) 1) NaH, THF, -20 °C bis RT 1 h; 2) BnBr (1 eq.), n-Bu4NI, 0 °C bis RT 16 h;  

ii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 

iii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis 0 °C 1 h; 2) -40 °C, #214 bzw. #223 bis RT 16 h; 
iv) H2 20 bar, Pd/C, Pentan, RT 18 h. 

Die Synthese via #211 (Route I, Schema 119) lieferte bezüglich der drei Stereozentren C6, C8 

und C10 ein annähernd gleichteiliges Isomerengemisch (s.a. gaschromatographische Analyse 

von 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, #213, Anh. G.9.6). Die wegen zusätzlicher EZ-Isomerie acht 

möglichen racemischen Diastereoisomere von Tt.3 konnten gaschromatographisch unter 

Verwendung von VF-1 bzw. DB-5 als stationäre Phasen in sieben Peaks separiert werden. Diese 

lassen sich anhand der Intensitätenverteilung in eine 4Z- und eine später eluierende 4E-Serie im 

Verhältnis von 1 : 3 unterteilen (E-Serie: 22 : 25 : 26 : 27; Peaks 2 und 3 der Z-Serie nicht 

aufgelöst). Die Ionenspur m/z 236 des TIC-Chromatogramms ist in Graphik 69A gezeigt.  

Die Route II.B via #223 (Schema 121) lieferte ebenfalls ein Z : E-Verhältnis von 1 : 3, allerdings 

in der Z- und der E-Serie jeweils zwei unterschiedlich große Peak-Paare (Verhältnis in der E-

Serie 14 : 13 : 43 : 30). Dem jeweils intensiveren Paar wurde dem zentralen Baustein #223 

entsprechend 6,8anti-Konfiguration zugeordnet (▼ in Graphik 69B).  
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Graphik 69: Ionenspuren m/z 236 der TIC-Chromatogramme von auf verschiedenen Wegen 

dargestelltem  2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.3).  

A: 6RS,8RS,10RS: Synthese via #211;   B: 6R*,8S*,10RS: via #223.   (VF-1ms, 30 m, 60/5-10-
300). 

Offenbar bildet sich auf diesem Syntheseweg mehr syn-Tt.3 als syn-Tt.1 bei dessen Synthese 

via #186 (Route II.A) (Graphik 63.B). Die Route II.B verläuft im Gegensatz zu II.A über zwei  

α-methylierte Aldehyde, #223 und #214 (Schema 121). Deren Epimerisierung erklärt die 

beobachtete Isomerisierung der anti-Konfiguration. Entsprechend ist der syn-Anteil bei der 

Zielverbindung Tt.3 höher auch als bei der Zwischenstufe #213 (s. S.387 und Anh. G.9.6).  

Graphik 70: 1H-NMR (CDCl3, 400 MHz), Bestimmung der Doppelbindungskonfiguration von 

Haupt- und Nebenprodukt von 2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.3), Synthese via #223.  
Ausschnitt: Bereich der Protonen H3 und H4:  3JH4-H5(E) = 15.1 Hz,  E : Z ca. 5 : 2. 
Nebensignale: syn-Isomere. 
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Bei dem aus #223 erhaltenen Syntheseprodukt konnte die Z/E-Konfiguration von Haupt- und 

Nebenprodukt wie bei Tt.1 NMR-spektroskopisch bestimmt werden (s. Graphik 70 und Anh. 

Anhang Tt.2). Die beiden Verbindungen zeigen im Bereich der olefinischen Protonen des 

gemeinsamen 2-Methyl-2,4-dienyl-Strukturelements nahezu identische Kopplungsmuster.  

F4.3.2.1d Überprüfung von Strukturvorschlag Tt.3  

Die Stereoisomere von Tt.3 zeigen untereinander gleiche Massenspektren (Graphik 71), 

weisen jedoch bei denselben Ionen wie Tt.1 entscheidende Abweichungen vom Spektrum des 

gesuchten Naturstoffs Tt.A (Graphik 62A) auf: ein deutliches Signal m/z 180 und das Fehlen von 

m/z 153. Das Auftreten von m/z 180 auch bei Tt.3 bekräftigt die Vermutung einer Bildung aus 

dem ungesättigten Molekülteil durch Verlust von Isobuten (C4H8O) (Schema 114, S.380). 

Allerdings ist dieses Ion hier weniger intensiv als bei Tt.1. Auch die Fragmente m/z 69 und m/z 82 

zeigen eine bessere Übereinstimmung mit den Intensitäten bei Tt.A. Bei m/z 151 hingegen ähneln 

sich Tt.1 und Tt.3.  

Graphik 71: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem 2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.3). 

Wegen der Ähnlichkeit der Massenspektren der beiden nicht naturidentischen 

Syntheseprodukte Tt.1 und Tt.3 und wegen der Vermutung eines den beiden Naturstoffen Tt.A 

und Tt.B gemeinsamen Grundgerüsts wurde der zu Tt.3 korrespondierende Allylalkohol 

2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.4) nicht synthetisiert.  
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F4.3.2.2 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.5) 

F4.3.2.2a Strukturhypothese II 

Nach der Synthese von Tt.3 war ein erneut modifiziertes Strukturpostulat für die Naturstoffe 

Tt.A und Tt.B erforderlich. Wegen der hohen Ähnlichkeit der Massenspektren von Naturstoff und 

den Syntheseprodukten Tt.1 und Tt.3 wurde nach wie vor an einem tetramethyl-substituiertem 

2,4-Tridecadien mit Methyl-Verzweigungen in den Positionen 6 und 8 als Basis hierfür 

festgehalten. Auch die Annahme einer rein polyketiden Struktur und damit die Verzweigung in 

Position 10 erschienen weiterhin gerechtfertigt. Biosynthetisch plausibel ist dann nur die 

Verschiebung der Methylgruppe von Position 2 nach 4. Die Abspaltung von Isobuten aus dem 

ungesättigten Molekülteil (Bildung von m/z 180) (vgl. Schema 114, S.380) wäre weniger 

wahrscheinlich, und auch die Intensität von m/z 151 könnte dadurch beeinflusst werden. Der 

Kohlenwasserstoff 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) und dessen korrespondierender 

Allylalkohol (Tt.6, s. F4.3.2.3) könnten biogenetisch aus einer Sequenz C3-C3-C3-C3-C3-C2 

aufgebaut sein (Schema 122).    

Schema 122: Alternativer Strukturvorschlag für den natürlichen Kohlenwasserstoff Tt.A: 
A: 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5),    

B: mögliche Biosynthese: Polydesoxypropionat aus  ▬ Acetat- bzw. Propionat-Einheiten. 

F4.3.2.2b Syntheseplanung 

Das Postulat Tt.5 mit gegenüber Tt.1 weiterer Modifikation im ungesättigten Molekülteil besitzt 

ein an C7 spiegelsymmetrisches Kohlenstoffskelett. Nach dem bei Tt.3 erfolgreichen 

Retrosynthese-Konzept II.B (Schema 117, S.383) ist daher aus dem regiodifferenzierten, 

symmetrischen Baustein g der Aufbau beider Molekülseiten des Kohlenwasserstoffs Tt.5 jeweils 

durch Olefinierung mit demselben ungesättigten WITTIG-Salz c‘ möglich. Durch katalytische 

Hydrierung nach der ersten Verknüpfung wird der gesättigte Molekülteil aufgebaut. Die zweite 

WITTIG-Reaktion liefert die konjugierten Doppelbindungen in Position 2 und 4 der 

Zielverbindung (Schema 123). 
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Schema 123: Retrosynthese zur Darstellung von und 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) 
nach Route II.B via anti-2,4-Dimethyl-1,5-pentandiol (#184).   
R1 = CH3 für Tt.5;   R2 = CHO;   PG = Schutzgruppe,   PW: WITTIG- oder analoges Reagenz.   

F4.3.2.2c Synthese von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (Tt.5) 

Die Synthese des Kohlenwasserstoffs Tt.5 erfolgte bis zur Stufe von (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-

Trimethylnonanal (anti-#214) wie für (4EZ,6R*,8S*,10RS)-Tt.3 beschrieben (Schema 121): Aus 

anti-2,4-Dimethyl-1,5-pentandiol (#184) dargestelltes (2R*,4R*)-(5-Benzyloxy)-2,4-dimethyl-

pentanal (anti-#223) wurde mit [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid 

(E-#209) olefiniert. Nach katalytischer Hydrierung / Debenzylierung an Pd/C wurde der Alkohol 

anti-#213 zu anti-#214 oxidiert. Durch Reaktion dieses Aldehyds mit demselben WITTIG-Reagenz 

E-#209 wurde die Zielverbindung (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

(Tt.5) erhalten (Ausbeute 54%) (Schema 124).  

Die acht 2E-konfigurierten Enantiomeren-Paare von Tt.5 wurden ebenso wie bei Tt.3 an einer 

achiralen gaschromatographischen Trennflüssigkeit in sieben Peaks separiert, hier mit einem 

Intensitätenverhältnis von 6 : 6+18 : 11 : 8 : 7 : 27 : 17  (Isomere 2 und 3 nicht vollständig 

aufgelöst). Ebenso lässt sich eine Z- und eine E-Serie und jeweils 6,8-syn- bzw. anti-

Konfiguration zuordnen (Graphik 72). Die beobachtete Intensitätenverteilung innerhalb der 

Serien entspricht etwa der von Tt.3 (Graphik 69B, S.389). Die E-Selektivität bei der Bildung der 

dreifach substituierten Doppelbindung (4Z : 4E = 38 : 62) unterscheidet sich nicht signifikant 

von dem 4E/4Z-Verhältnis bei ebenfalls durch nicht Li⨁-freie WITTIG-Synthesen dargestellten 

Strukturisomeren Tt.1 (Graphik 63, S.373) und Tt.3 (Graphik 69B, S.389).     
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Schema 124: Reaktionsschema zur Darstellung von (2E,4EZ,10RS)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyl-
trideca-2,4-dien (Tt.5)  via  anti-(5-Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal (#223).  
↑ Epimerisierung durch Enolisierung möglich . 
Bedingungen: i) 1) NaH, THF, -20 °C bis RT 1 h; 2) BnBr (1 eq.), n-Bu4NI, 0 °C bis RT 12 h; 

ii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 

iii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C 2 h; 2) -40 °C, #223 bzw. #214, bis RT 16 h. 
iv) H2 17 bar, Pd/C, Pentan, RT 18 h.   

 

Graphik 72: Ionenspur m/z 236 des TIC-Chromatogramms von synthetischem 2E-4,6,8,10Me-

∆2,4-13Hy (Tt.5).  

Synthese via #223.   (DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300). 
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F4.3.2.2d Beweis der Konstitution von Tt.A 

Die 70 eV-Massenspektren der Stereoisomere von Tt.5 sind untereinander nahezu identisch 

(Graphik 73). Der Vergleich mit dem Spektrum von natürlichem Tt.A (Graphik 62A, S.367) zeigt 

lediglich tuning-bedingte Unterschiede. Der Naturstoff coeluiert mit dem vierten Peak des 

synthetischen Isomerengemischs. Wegen dieser Übereinstimmung wurde im Anschluss der 

gerüstgleiche Allylalkohol synthetisiert. 

Graphik 73: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem 2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5). 

F4.3.2.3 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.6) 

F4.3.2.3a Strukturvorschlag für Naturstoff  Tt.B 

Nach Identifizierung von Tt.A als 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien wurde gemäß des 

Postulats eines gemeinsamen Kohlenstoffgerüsts (s. S.382) für Tt.B die Struktur des 

korrespondierenden Allylalkohols 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

angenommen (Schema 125). Die Verbindung sollte wegen der Verzweigung an C4 anstelle von 

C2 im Gegensatz zu Tt.2 (Graphik 67B, S.379) eine geringe Intensität von m/z 180 und 234 und ein 

intensiveres Signal bei m/z 221 zeigen. 

Schema 125: Strukturpostulat für den Naturstoff Tt.B: 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-

ol (Tt.6), korrespondierender Allylalkohol des Diens Tt.A. 
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F4.3.2.3b Syntheseplanung 

Der Allylalkohol Tt.6 und die bereits synthetisierten Kohlenwasserstoffe Tt.5 und Tt.3 

besitzen einen identischen gesättigten Molekülteil. Daher ist es sinnvoll, bis zur Stufe des 

entsprechenden synthetischen Äquivalents, 2,4,6-Trimethylnonanal (#214), die zuvor 

erfolgreiche Synthesefolge via (5-Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal (anti-#223) zu nutzen. 

Soll die zu erwartend verlustreiche SeO2-Oxidation von Tt.5 umgangen werden (vgl. Tt.2, 

F4.3.1.2b), so ist ein der Verbindung #209 entsprechendes terminal funktionalisiertes WITTIG- 

(oder WITTIG-analoges) Reagenz c‘ erforderlich, welches in einer abschließenden Olefinierung 

mit #214 verknüpft werden kann (Schema 123, S.392). Es könnte analog der Synthese von (1-

Methylbut-2-en-1-yl)-TPPBr (#209, Schema 118B, S.384) aus einem geschützten 4-

Hydroxycrotonaldehyd k dargestellt werden (Schema 126A). 

Schema 126: Retrosynthese eines ω-funktionalisierten WITTIG-Salzes zur Darstellung von 
4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6). 
R = Alk;   PG = Schutzgruppe,   PW: WITTIG- oder analoges Reagenz. 

F4.3.2.3c Synthese von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol   (Tt.6) 

Zur Darstellung eines ω-oxygenierten WITTIG-Salzes gemäß Retrosynthese Schema 126A 

wurde (2EZ)-But-2-en-1,4-diol (#225) analog der Regiodifferenzierung von 2-Methylpropan-1,3-

diol (#172) (Schema 110, S.371) mit 1 eq. n-BuLi deprotoniert und das Monoanion bei RT zum 

tert-Butyldimethylsilylether #226 umgesetzt [MCDOUGAL et al. 1986]. Nach Oxidation mit PCC zu 

(2E)-4-TBSO-but-2-enal (#227) [MARSHALL & GAROFALO 1996; RAMACHANDRAN et al. 2003; 

RÖTTGER &  WALDMANN 2006] wurde das geschützte 1,4-Aldol analog #206 (Schema 118, S.384) zu 

(2E)-5-TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) methyliert (40% über 3 Stufen) (Schema 127).  

Versuche zur direkten Bromierung des sekundären Alkohols #228 mit Phosphortribromid 

führten zur Zersetzung. In einer APPEL-Bromierung [HOOZ & GILANI 1968; APPEL 1975] mit 

Triphenyl-phosphin / Tetrabrommethan wurde das Bromid (#229) zwar gebildet, es konnte 

jedoch nicht aus dem Rohprodukt isoliert werden. Das für eine FINKELSTEIN-Halogenierung 

[FRANZISKET &  HEESING 1992; TAI et al. 2002] durch Reaktion mit p-Tosylchlorid dargestellte 

iii) PW

ii)  Bromier.
i)   Grignard

ii) PW

i)  Bromier.

B

PWR1

c'

R1 = PGOCH2

ii) Ox.
i)  PG

R1 = RO2C

OH
HO

Tt.53

O
PGO

k

m
RO2C

A

#225 



F4.3 Strukturaufklärung 

 

396 

Tosylat (#230) von #228 ist bei RT instabil. Auch die Verwendung von p-

Toluolsulfonsäureanhydrid unter basischen Bedingungen [JACKSON et al. 1995; 

HILLIER & CHEN 2006] führte zur Zersetzung. In einer Eintopfreaktion bei -20 °C mit p-TsCl unter 

Zusatz von Lithiumbromid wurde zwar das Bromid (#229) erhalten, es zersetzte sich allerdings 

ebenfalls bei RT. Mit Mesylchlorid [CROSSLAND & SERVIS 1970] erfolgte schon in Lösung bei 0 °C 

die 1,2-Eliminierung (Nachweis GC/MS). Darüber hinaus ist die Substitutionsneigung der 

Sulfonate offenbar so hoch, dass selbst aus den Reagenzien freigesetztes Chlorid austauscht 

(GC/MS). 160 

Schema 127: Versuch zur Darstellung von [(2E)-1-Methyl-4-TBDMSO-but-2-en-1-yl]-TPPCl (#234) 
Bedingungen: i) 1) n-BuLi 1 eq., THF, -40 °C bis RT 3 h; 2) TBDMSCl 1 eq., RT 10 h; 

ii) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 
iii) MeMgBr, Et2O, RT, 3 h;      
iv) MsCl, Et4NCl, DIPEA, DCM, -30 °C, 16 h;   
v) PPh3, Na2CO3, ACN, 45 °C 2d.  

Daher wurde versucht, durch Zusatz von Tetraethylammoniumchlorid bei der Sulfonylierung 

mit p-TsCl bzw. MsCl das Chlorid #233 darzustellen [APFELBAUM et al. 2001]. Mit p-TsCl blieb der 

Umsatz gering. Mit MsCl bei -40 °C unter Verwendung von 3 eq. Et3NCl und der nicht 

nukleophilen Base DIPEA als Säurefänger wurde hingegen 5-tert-Butyldimethylsilyloxy-2-

chlorpent-3-en (#233) als Hauptprodukt gebildet. Dieses ließ sich trotz Zusatz von Na2CO3 nur 

mit sehr schlechter Ausbeute zu [(2E)-4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-1-methylbut-2-en-1-

yl]triphenylphosphoniumchlorid (#234) umsetzen (Schema 127). Das WITTIG-Salz zersetzte sich 

teilweise bei der Säulenchromatographie und konnte nur als zähes Öl isoliert werden [vgl. 

JACOBSON et al. 1985]. 

Versuche zu dessen Olefinierung mit dem Aldehyd #214 zum blockierten Alkohol #235 waren 

nicht erfolgreich (Schema 129A, S.400). Es zeigten sich dieselben Probleme wie mit dem 

strukturell sehr ähnlichen WITTIG-Salz #197 (Schema 113A, S. 375). Daher wurde eine Alternative 

für Olefinierung-Reagenzien dieses Typs entwickelt:  

                                                           

160  Der Alkohol #228, seine Halogenide und Sulfonate sind offenbar noch labiler als die entsprechenden 3-
Methyl-Derivate (s. F4.3.1.2b). Mögliche Ursachen sind die hohe Reaktivität der sekundären allylischen 

Position C2 gegenüber Nukleophilen (evtl. intramolekularer Angriff des ω-Sauerstoff-Atoms) sowie die 
Neigung zur 1,2-Eliminierung unter dem Einfluss schwach nukleophiler Basen unter Bildung des Diens #232.  
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Terminal funktionalisierte Phosphonate (z.B. Ester wie das zur Darstellung von #192 (S.375) 

und #201 (S.384) verwendete Triethylphosphonoacetat, #193) sind gängige WITTIG-analoge 

Reagenzien (s. Anh. G.3.7) [VAN DEN TEMPEL & HUISMAN 1966; SATO et al. 1967; WADSWORTH 1977; 

KITAHARA et al. 1988; MARYANOFF & REITZ 1989; TAKACS et al. 1998; WANG et al. 2009]. Durch Einbau 

einer Ester-Funktion anstelle der terminalen Oxymethyl-Gruppe sollten sich nukleophile 

Substitutionen und intramolekulare Reaktionen zurückdrängen lassen. Und die Umsetzung zum 

Phosphonat sollte wegen der gegenüber Triphenylphosphin geringeren Basizität und 

Nukleophilie von Triethylphosphit weniger von 1,2-Eliminierung begleitet sein.   

Schema 128: Darstellung von Diethyl (3-methoxycarbonyl-1-methylpropen-1-yl]phosphonat 
#239.  
A: Reaktionsschema,   B: mechanistische Details zur Erklärung der Isomerisierung. 
C: Deprotonierung des Isomerengemischs und HWE-Oelfinierung.  
Bedingungen: i) MeOH, H2SO4, refl., 10 h;  

ii) NBS, Bz2O2, CCl4, refl. 4 h;  
iii) P(OEt)3, Tol, 110 °C, 36 h;  
iv) 1) NaHMDS, THF, -40 °C; 2) RCHO. 
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Kommerziell erhältliche Pent-2-ensäure #236 wurde säurekatalysiert in Methanol verestert. 

Der Methylester #237 wurde mit NBS / Dibenzoylperoxid radikalisch in allylischer Position zu 

(2E)-4-Brompent-2-ensäuremethylester #238 bromiert [GULDBRANDT et al. 2002, 

ARMSTRONG et al. 2006]. Durch Reaktion mit Triethylphosphit in Toluol 

[HELQUIST & LÖFSTEDT 2007] wurde ein Gemisch der Doppelbindungsisomere von Diethyl (3-

methoxycarbonyl-1-methylpropen-1-yl]phosphonat #239 erhalten (35% über drei Stufen) 

(Schema 128). 

Die Stereochemie des Phosphonats konnte weder durch die Konfiguration des Edukts noch 

durch die Reaktionsführung kontrolliert werden. Zwar bildete sich bei der WOHL-ZIEGLER-

Bromierung [DJERASSI 1948; GREENWOOD et al. 1996] bevorzugt der 2E-4-Brom-α,β-ungesättigte 

Ester, da das resonanzstabilisierte Radikal #237.1 mit einem Brom-Radikal zum 

thermodynamisch begünstigten E-Isomer kombiniert (Schema 128B). Die abschließende 

MICHAELIS-ARBUZOV-Reaktion [ARBUZOV 1906; BHATTACHARYA & THYAGARAJAN 1981; PETROV 

et al. 1983; MICHAELIS & KAEHNE 1898] bewirkte jedoch sowohl die Stereo- als auch die 

Regioisomerisierung der Doppelbindung, sodass neben gewünschtem Diethyl [(2EZ)-3-

methoxycarbonyl-1-methylprop-2-en-1-yl]phosphonat (#239) auch das (1EZ)-Produkt, #240, 

erhalten wurde. Dabei bildet sich zunächst durch SN2-Reaktionen des Bromids ein 

Phosphoniumion (Schema 128C). Bei diesem ist die CH-Bindung an C2 möglicherweise so stark 

gelockert, dass die Isomerisierung schneller abläuft als die nachfolgende SN2 an einer der 

Ethoxy-Gruppen unter Bildung des Phosphonats. Dies steht in Einklang mit der von 

GERBER et al. [1991] beschriebenen Isomerisierung β,γ-ungesättigter Phosphonate unter 

basischen Bedingungen und wurde später auch von MARKIEWICZ et al. [2010] beschrieben.  

Alle vier Isomere wurden gaschromatographisch an DB-5 als stationäre Phase getrennt. Ihr 

Mengenverhältnis von (2Z):(2E):(1Z):(1E) = 7:50:18:25 (in Reihenfolge der Elution) spricht für 

eine thermodynamisch kontrollierte Reaktion. Dabei entstanden entsprechend der 

thermodynamischen Stabilitäten das (2E)-Phosphonat als Hauptprodukt, das (2Z)-Isomer nur in 

geringem Maße und die 1E/1Z-Isomere mit dreifach substituierter Doppelbindung im Verhältnis 

4:3 (Summenanteil: 43%). Das (2E)-Phosphonat sowie die (1E)- und (1Z)-Isomere ließen sich 

aus dem Gemisch NMR-spektroskopisch charakterisieren (Graphik 74) [KALINOWSKI et al. 1984; 

BREITMAIER &  VOELTER 1987].  

Bei Untersuchungen zur Reaktivität des neuen Synthesebausteins zeigte sich, dass auch die 

Methylen-Gruppe in α-Position zur Carbonylgruppe von #240 deprotoniert wird, sodass aus 

allen vier isomeren Phosphonaten das gleiche delokalisierte Alkoxycarbonylalkenylphosphonat-

Anion gebildet wird (Schema 128D). 161 

                                                           

161  Im Folgenden steht #239 für das 1/2EZ-Isomerengemisch. 



Bestimmung der Konstitution der Naturstoffe Tt.A und Tt.B F4.3.2 

 

399 

Graphik 74: 1H-NMR (500 MHz, CDCl3) von Diethyl [(1/2EZ)-3-methoxycarbonyl-1-methylprop-
1/2-en-1-yl]phosphonat (#239 und #240). 
Ausschnitt des olefinischen Bereichs; E = MeO2C, P = P(O)(OEt)2. 

Mit diesem Reagenz konnte der Allylalkohol 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

via vinyloger HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Reaktion dargestellt werden. Der dafür benötigte 

Aldehyd (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (anti-#214) wurde (wie zuvor bei der Synthese 

des korrespondierenden Kohlenwasserstoffs Tt.5 beschrieben, (Schema 124, S.393) aus anti-2,4-

Dimethyl-1,5-pentandiol (anti-#184) synthetisiert. Zur Olefinierung wurde Diethyl [(EZ)-3-

methoxycarbonyl-1-methylpropen-1-yl]phosphonat (#239) nach der Natriumsilazid-Methode 

[BESTMANN et al. 1976; KITAHARA et al. 1988] deprotoniert und mit anti-#214 zu 

(2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (#241) umgesetzt 

(Massenspektrum s. Anh. G.9.5). Die anschließende DIBAlH-Reduktion lieferte 

(2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-Tt.6 (30% über zwei Stufen) [BYRNE et al. 1986; MORI & HARASHIMA 1993] 

(Schema 129B).  

 

Schema 129: Reaktionsschema zur Darstellung von (2E,4EZ,10RS)-6,8anti-4,6,8,10-Tetramethyl-

trideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6)   
A: Versuch zur WITTIG-Olefinierung von anti-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) mit #234, 
B: durch HWE von anti-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) mit dem neuen Phosphonat #239.  
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Der α,β,γ,δ-ungesättigte Ester #241 wurde analog dem Phosphonat #239 (2E)-selektiv 

erhalten [PATTENDEN & WEEDON 1968; MATA & THOMAS 1995], die (2Z)-Isomeren wurden nicht 

beobachtet. Die Reduktion zum Allylalkohol Tt.6 erfolgte unter Erhalt dieser Geometrie an C2 (s. 

DIBAlH-Reduktion, F4.3.1.2b). Wie bei den zuvor synthetisierten Verbindungen Tt.1 bis Tt.5 

ließen sich auch die synthetischen Gemische der 2E-Isomere von #241 und Tt.6 jeweils in eine 

gaschromatographische 4Z- und eine 4E-Serie einteilen (Graphik 75). Es zeigte sich entgegen der 

Beobachtungen von MARKIEWICZ et al. [2010], dass durch HWE-Reaktion von #214 mit #239 unter 

„salzfreien“ Bedingungen der Ester #241 (4Z)-selektiv gebildet wurde: 4Z:4E = 71:29. Die 

Doppelbindungsisomere konnten säulenchromatographisch angereichert werden (Graphik 75B). 

Die DIBAlH-Reduktion lieferte dann unter teilweiser Isomerisierung der dreifach substituierten 

Doppelbindung an C4 ein Isomerenverhältnis von 4Z:4E = 65:35. Die acht (2E)-Stereomere von 

Tt.6 wurden gaschromatographisch (DB-5ms) in sieben Peaks getrennt. 

Schema 129 Bedingungen: 

i) WITTIG: 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 1 h; 2) -40 °C, #223, bis RT 16 h. 
ii) H2 20 bar, Pd/C, Pentan, RT 16 h; 
iii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min; 

iv) 1) n-BuLi, LiBr, THF, -50 °C bis 0 °C 30 min; 2) -40 °C, #214, bis RT 6 h; 
v) TBAF, THF, RT 5 h; 

vi) HWE: 1) NaHMDS, THF, -90 °C bis 10 °C 2 h; 2) -50 °C #214, bis RT 15 h;   
vii) DIBAlH 2.5 eq., DCM, -80 °C bis RT 2 h.    
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Graphik 75: TIC-Chromatogramme von synthetischem 2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13OH (Tt.6) und 
säulenchromatographisch angereicherte 4E/4Z-Isomere von synthetischem Me 2E-
4,6,8,10Me-∆2,4-13oat (#241) (Ionenspur m/z 127).  
(DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300). 

F4.3.2.3d Beweis der Konstitution des Naturstoffs Tt.B 

Die 70 eV-Massenspektren der acht Stereoisomere von Tt.6 sind untereinander identisch. 

Eines dieser Spektren ist in Graphik 76 gezeigt. Es ist nahezu identisch (tuning) mit dem 

Spektrum des Naturstoffs (Graphik 62B). Dadurch wurde die Annahme eines gemeinsamen 

Kohlenstoff-Skeletts von Tt.A und Tt.B bestätigt. Durch Vergleich der Retentionszeiten (DB-5) 

konnte die Identität des Naturstoffs mit dem ersten Peak der E-Serie von Tt.2 (Graphik 75) 

bewiesen werden.  

Graphik 76: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von 4,6,8,10Me-∆2,4-13OH (Tt.6). 
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Anhand der nun bekannten Strukturen der Naturstoffe Tt.A und Tt.B lässt sich ihre massen-

spektrometrische Fragmentierung (Graphik 62, S.367) erklären (Schema 130):  

Hauptfragmentierung des ungesättigten Kohlenwasserstoffs Tt.A ist die Spaltung der einzigen 

allylischen Bindung (C6-C7) unter Bildung des Basepeaks m/z 109 (C8H13). Auch hier kann wie 

bei den C2-substituierten Isomeren Tt.1 (Schema 114, S.380) und Tt.3 das charakteristische 

Fragment m/z 82 durch α-Spaltung am konjugierten System (C5-C6) und H-Transfer entstehen 

[ANDO et al. 1985, 1988; ANDO & YAMAKAWA 2011] (vgl. E. amygdali). Der Naturstoff Tt.B zeigt mit 

m/z 221 [M-CH2OH]+ bei gleichzeitig geringer Intensität von m/z 234 [M-H2O]+ die typische 

Fragmentierung eines primären Allylalkohols. Analog zu m/z 109 bei Tt.A entsteht m/z 107 durch 

Allyl-Spaltung (m/z 125) mit anschließendem Verlust von Wasser. Durch α-Spaltung 

(entsprechend m/z 82 bei Tt.A) könnte ein Methylpyrylium-Ion mit m/z 95 gebildet werden (vgl. 

#199, S.380 und Anh. Anhang Tt.4). Die Fragmente m/z 193 bei Tt.A bzw. m/z 191 bei Tt.B 

resultieren aus der Abspaltung von Propyl an der Methylverzweigung in Position 10.   

Schema 130: Mögliche Fragmentierung und Fragmentstrukturen zur Erklärung der charakteristischen 
massenspektrometrischen Signale der Naturstoffe Tt.A und Tt.B. 
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F4.3.3 Bestimmung der relativen Konfiguration von Tt.A und Tt.B 

Beide Naturstoffe, Tt.A und Tt.B, besitzen je drei Stereozentren und eine unsymmetrisch 

substituierte, stereogene Doppelbindung. Der gaschromatographische Vergleich des 

Naturextrakts mit den synthetischen Isomerengemischen zeigte jedoch, dass die Tiere diese 

Verbindungen stereoisomerenrein produzieren. Sowohl Tt.A als auch Tt.B coeluieren jeweils mit 

dem fünften ihrer acht synthetischen Isomere (Elutionsreihenfolge DB-5). Um die jeweilige 

natürliche relative Konfiguration der Naturstoffe aufzuklären, wurden der Kohlenwasserstoff 

Tt.5 und der Allylalkohol Tt.6 diastereoselektiv synthetisiert.  

F4.3.3.1 Strukturhypothese - Hinweise auf die natürliche relative Konfiguration  

Die bisherigen Synthesen lieferten die jeweiligen Zielverbindungen (und ihre Vorstufen) als 

Stereomeren-Gemische. Deren verschiedene Mengenverhältnissen wurden durch die 

verwendeten Edukte und die jeweils gewählte Syntheseroute bestimmt. Daraus ließen sich 

Hinweise auf die Konfiguration der mit den Naturstoffen Tt.A und Tt.B coeluierenden Isomere 

von Tt.5 und Tt.6 ableiten: 

1. Beide Naturstoffe sind 2E-konfiguriert:  

Begründung: Zum Aufbau des ungesättigten Molekülteils von Tt.5 bzw. Tt.6 wurden die E-

konfigurierten α,β-ungesättigten Reagenzien #209 (S.387) bzw. #239 (S.399) für die Olefinierung 

von 2,4,6-Trimethylnonanal (#214) verwendet. Diese lieferten die spätere Doppelbindung an 

Position 2 mit definierter Geometrie. 

2. Beide Naturstoffe coeluieren jeweils mit dem ersten Peak ihrer 4E-Serie. 

Begründung: Die jeweils acht gaschromatographisch unterscheidbaren Isomere von Tt.3, Tt.5 

und Tt.6 konnten je in zwei Serien mit zueinander gleichen Mustern relativer Intensitäten 

unterteilt werden. Die Intensitätenverhältnisse von früher zu später eluierender Serie waren 

abhängig von den Bedingungen der abschließenden Olefinierung, sodass sie 4E/4Z-Isomere sein 

mussten. Mittels NMR-Spektroskopie konnte der ersten Serie 4Z-, der zweiten 4E-Konfiguration 

zugeordnet werden (Tt.1 und Tt.3, Graphik 64, Graphik 70 und Anh. Anhang Tt.2). Dies steht im 

Einklang mit der Erfahrung, dass Verbindungen mit Z-konfigurierter Doppelbindung unter 

Verwendung der apolaren gaschromatischen Trennphase HP-5 früher eluieren als ihre E-

Isomere. Bei der WITTIG-Reaktion mit n-BuLi als Base bestätigte sich die Erwartung, dass 

bevorzugt die thermodynamisch stabileren 4E-Olefine gebildet werden. Dabei ist die 4E-

Selektivität des sekundären Phosphorans von #209 (s. Synthese von Tt.5, S.393) geringer 

ausgeprägt als die des primären Analogons #168 (s. Tt.1, Graphik 63, S.373, und Tt.3, Graphik 69, 

S.389). Bei der HWE-Reaktion zur Synthese von Tt.6 hingegen dominierte bei Verwendung von 

NaHMDS die 4Z-Serie (Graphik 75A).  



F4.3 Strukturaufklärung 

 

404 

3. Beide Naturstoffe besitzen 6,8syn-Konfiguration. 

Begründung: Synthesen via anti-2,4-Dimethyl-1,5-pentandiol (anti-#184) sollten bevorzugt 

die 6,8anti-Enantiomeren-Paare liefern. Alle auf diesem Weg dargestellten Zielverbindungen 

zeigen sowohl in der Z- als auch in der E-Serie die Isomere 3 und 4 als Hauptprodukte. Peak 1 

und Peak 2 wären dann die 6,8syn-Isomere, welche durch partielle Isomerisierung der 

Stereozentren in α-Position zu den Carbonyl-Gruppen von (2R*,4R*)-(5-Benzyloxy)-2,4-

dimethylpentanal (anti-#223) bzw. (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (anti-#214) entstehen 

(Schema 124, S.393).  

4. Auch die Stereozentren C8 und C10 beider Naturstoffe sind zueinander syn-konfiguriert. 

Begründung: Bei allen Zielverbindungen, die via (5EZ,7E,2R*,4R*)-1-Benzyloxy-2,4,6-

trimethylnona-5,7-dien (#224) dargestellt wurden, dominiert stets der früher eluierende Peak 

der 6,8syn- bzw. 6,8anti-Diastereoisomeren-Paare. Offenbar entsteht also bei der heterogen 

katalysierten Hydrierung von #224 zu (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (anti-#213) das 

neue, dritte Stereozentrum an C6 nicht im Verhältnis R : S = 1 : 1. Vermutlich bildet sich 

diastereoselektiv aus 5E-#224 bevorzugt 4,6syn-#213 und aus 5Z-#224 bevorzugt 4,6anti-#213 

(Schema 131, gaschromatographisch bestimmtes Verhältnis von Olefinierungsprodukt #224: 

5E : 5Z = 2 : 1, s. F4.3.2.1c und Anh. G.3.7). 162 Demnach wären die jeweils intensiveren Peaks 

dieser Paare in jeder Serie (also auch der entscheidende Peak 1 der E-Serie) den 8,10syn-

konfigurierten Isomeren zuzuordnen. 

Schema 131: Substratkontrollierte einfache Stereodifferenzierung bei der heterogenen 
katalytischen Hydrierung von racemischem 1-Benzyloxy-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien 

(#224),  
mögliche Reaktiv-Konformationen und -Orientierungen. 
A: (2S*,4S*,5E) = 2,4anti-(5E)-#224  Hydrierung zu (2S*,4R*,5R*) = 2,4anti,4,6syn-#213 
B: (2S*,4S*,5Z) = 2,4anti-(5Z)-#224  Hydrierung zu (2S*,4R*,5S*) = 2,4anti,4,6anti-#213. 
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Damit ergibt sich die in Graphik 77 gezeigt Elutionsreihenfolge der racemischen 

Diastereomere. Sie stimmt mit den Erfahrungen zum Retentionsverhalten verzweigter 

Kohlenwasserstoffe überein.  

Sowohl für Tt.A als auch für Tt.B wurde daher (2E,4E)-6,8syn,8,10syn-Konfiguration 

angenommen (Schema 132). 

Schema 132: Postulierte Doppelbindungs- und Relativkonfiguration der Stereozentren von 
natürlichem Tt.A und Tt.B: (2E,4E,6R*,8R*,10R*). 

Diese Konfiguration scheint auch biosynthetisch plausibel: Die vermuteten Propiogenine 

würden durch konsekutive Verknüpfung gleicher biosynthetischer Bausteine aufgebaut. Dabei 

ist es wahrscheinlich, dass die abschließende stereoselektive Reduktion durch das gleiche 

Enzym erfolgt und so eine all-syn-Konfiguration der Methyl-Verzweigungen entsteht.   

Graphik 77: TIC-Chromatogramm von 2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5) mit vermuteter 
Elutionsreihenfolge der Diastereomere. 
Ionenspur m/z 236; s = syn; a = anti; DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300. 

                                                           

162  Die Stereozentren C2 und C4 könnten aus sterischen Gründen eine Seitendifferenzierung (asymm. 
Induktion) bei der Hydrierung der diastereotopen Doppelbindung bewirken [HEITBAUM et al. 2006; 
BUSYGIN et al. 2009]. So dürfte bei  5E-#224 die Anlagerung auf der 4R*,5Si*-Seite, bei  5Z-#224 auf der 
4R*,5Re*-Seite bevorzugt sein (s.a. Anh. G.3.7).  
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F4.3.3.2 Retrosynthese & Syntheseplanung 

Die beiden ungesättigten Olefinierungs-Reagenzien #209 (S.387) bzw. #239 (S.399) liefern die 

spätere Doppelbindung in Position 2 in der gewünschten E-Konfiguration. Hingegen muss die 

Konfiguration an C4 durch die Reaktionsführung bei der Umsetzung dieser Bausteine mit dem 

Aldehyd #214 kontrolliert werden. Die EZ-Selektivität von WITTIG-Typ-Olefinierungen 

[WITTIG & GEISLER 1953; SCHÖLLKOPF 1959; WADSWORTH & EMMONS 1961; WITTIG 1979] wird 

durch das Gegenion der verwendeten Base, sterische Effekte und elektronische Einflüsse 

funktioneller Nachbargruppen bestimmt [POMMER 1977; NICOLAOU et al. 1997].  

Schema 133: Retrosynthese zur stereoselektiven Darstellung von (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-Tetra-
methyltrideca-2,4-dien (Tt.5) und dessen 1-Allylalkohol (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-Tt.6. 
PG = Schutzgruppe,   x: C-Atom der Lacton-Carboxyl-Gruppe. 

Unter „Li⨁-freien“ Bedingungen reagieren nicht stabilisierte WITTIG-Yliden (Ph3P⨁-CH2Alkyl, 

z.B. #171 und #205) mit aliphatischen Aldehyden hoch Z-selektiv, bei semi-stabilen 

Phosphoranen (Ph3P=CHAlkenyl, z.B. #168 und #209) ist die Selektivität weniger ausgeprägt. 

Hingegen dominieren bei Anwesenheit von Li⨁-Ionen die E-Produkte, wobei in der Regel ein 

spezifischer Anteil Z-Olefin gebildet wird. Dreifach substituierte Doppelbindungen (z.B. 

Olefinierung mit #209 und #239) werden bei WITTIG-Typ-Reaktionen aus sterischen Gründen 

stets als EZ-Gemische erhalten. Es ist daher zu erwarten, dass bei der angestrebten Synthese von 

4E-syn,syn-Tt.5 (entsprechend Schema 124, S.393) selbst bei übermolarem Zusatz von Li-Salz ein 

erheblicher Anteil Z-Produkt erhalten wird (s. Anh. G.3.6).  
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Die HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Reaktion wird als E-selektiv beschrieben [BYRNE et al. 1986] 

(s. Anh. G.3.6). Bei der nicht stereoslektiven Synthese von Tt.6 (Schema 129B, S.400) lieferte die 

HWE-Olefinierung mit NaHMDS als Base jedoch überwiegend das Z-Produkt (Graphik 75A, 

S.401). Wegen der Verwandtschaft zur WITTIG-Reaktion erschien ein Zusatz von LiBr als 

mögliche Variante, um das EZ-Verhältnis zugunsten des 4E-konfigurierten Esters #241 zu 

verschieben.   

Zur Darstellung von racemischem (6R*,8R*,10R*)-Tt.5 und (6S*,8S*,10S*)-Tt.6 wird der all-

syn-konfigurierte Aldehyd #214 benötigt. Dieser ist nach einer Strategie von 

MORI & KUWAHARA [1986a, b] aus 2,4,6-Trimethylphenol (Mesitol, #242) zugänglich: Die 

definierte Relativkonfiguration der drei Stereozentren wird hierbei im ersten Syntheseschritt 

durch heterogene katalytische Hydrierung des Aromaten zu meso-#243 erzeugt (s. Anh. G.3.7). 

Nach dessen Oxidation zum Keton meso-#244 ermöglicht eine BAEYER-VILLIGER-Oxidation die 

Ringerweiterung unter Retention der Konfiguration an C6 [BAEYER & VILLIGER 1899; 

ROZZELL & BENNER 1983; KROW 1993; RENZ & MEUNIER 1999]. Das erhaltene racemische all-cis-

Lacton #245 wird reduktiv zum Diol geöffnet und dieses an der primären Hydroxyl-Gruppe 

geschützt. Nach MITSUNOBU-Inversion in Position 6 [MITSUNOBU & YAMADA 1967; MITSUNOBU 1981; 

CAMP &  JENKINS 1989a,b; SWAMY et al. 2009] wird t durch Cu(I)-katalysierte SN2-Reaktion unter 

erneuter Inversion [SCHLOSSER 1974] mit n-Propylmagnesiumbromid zu dem all-syn-

konfigurierten Baustein syn-b alkyliert (Schema 133).   

F4.3.3.3 Stereoselektive Synthesen  

Zur Verifizierung der vermuteten natürlichen syn,syn-Konfiguration wurden (2E,4E,6R*,8R*, 

10R*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) und (2E,4E,6R*,8R*,10R*)-2,4,6,10-Tetra-

methyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) (Schema 132) stereoselektiv dargestellt.  

F4.3.3.3a Stereoselektive Synthesen von 2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (Tt.5) 

Die Genese des trimethyl-verzweigten Strukturelements mit der gewünschten syn,syn-

Relativ-Konfiguration folgte dem Ansatz von MORI & KUWAHARA [1986a, b] (s. F4.3.3.2). Dazu 

wurde kommerziell erhältliches Mesitol (#242) [BURGSTAHLER & BITHOS 1960; KLUSON &  

CERVENY 1996] an Rhodium 5% auf Aluminiumoxid als Katalysator unter 175 bar Wasserstoff-

Atmosphäre für 3 Tage bei RT in Hexan / Methanol 4:1 gerührt. Die heterogene Hydrierung 

lieferte das gewünschte achirale all-cis-Produkt (1r,2cR*,4c,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-

ol (meso,cis-#243) [FLETCHER et al. 2003; SCHULZ et al. 2004] mit einer Diastereomeren-Reinheit von 

ca 95% (Schema 134). Dessen Oxidation mit PCC zu (2cR*,4r,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-

on (meso,cis-#244) führte nicht zu weiterer Isomerisierung. Anschließend wurde durch BAEYER-

VILLIGER-Oxidation mit m-CPBA in DCM und mit NaHCO3 als Säurefänger racemisches 

(3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on [(3R*,5R*,7S*)-3,5,7-Trimethyl-2-oxacycloheptan-1-

on, cis,cis-#245] dargestellt (36% über drei Stufen). 
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Schema 134: Reaktionsschema zur Darstellung von racemischem (2E,4EZ)-6,8syn,8,10syn-

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,syn-Tt.5)  
↑ Epimerisierung durch Enolisierung möglich, x: C-Atom der CO-Gruppe von #245.  
Bedingungen: i) H2, Rh/Al2O3 175 bar, Hexan/MeOH 4:1, RT 72 h;  

ii) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -25 °C bis RT 60 min;   
iii) m-CPBA, NaHCO3, DCM, 0 °C bis RT 24 h;  
iv) LiAlH4, Et2O, -20 °C bis RT 13 h;   
v) TrCl 1.1 eq., DMAP, TEA, DCM, RT, 12 h;  
vi) MITSUNOBU: 1) DIAD-TPP, 3,5-DNBA, THF, -20 °C bis RT 17 h;   

2) #248, NaOH aq. 2N, THF/MeOH 1:1, RT 45 min.;  
vii) MsCl, TEA, DCM, -60 °C 1 h;  
viii)  1) CuI, THF, -90 °C; 2) n-PrMgBr (#20), bis RT 16 h;    
ix) p-TsOH, MeOH/THF/H2O, RT 2 h;  
x) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C 90 min;   
xi) 1) n-BuLi, THF, -40 °C 2 h; 2) LiBr, -40 °C, #214, bis RT 16 h.   

Das Lacton #245 wurde mit LAH in Diethylether zu (2S*,4R*,6R*)-2,4-Dimethylheptan-1,6-

diol (syn,syn-#246) reduktiv geöffnet und dessen primäre Hydroxylgruppe selektiv als 

Tritylether zu (2R*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol (syn,syn-#247) 

blockiert [CHAUDHARY & HERNANDEZ 1979a; MULZER et al. 1991]. Die Konfiguration des hydroxy-

funktionalisierten Stereozentrums C2 wurde nach MITSUNOBU [BRENNA et al. 1999; 

DODGE et al. 2003] mit Diisopropylazodicarboxylat-Triphenylphosphin (DIAD-TPP) unter 

Verwendung von 3,5-Dinitrobenzoesäure (3,5-DNBA) als Säurekomponente invertiert. Die 

alkalische Hydrolyse des DNBA-Esters #248 lieferte (2S*,4R*,6S*)- bzw. anti,syn-#247. Nach 

Mesylierung der sekundären Hydroxyl-Gruppe wurde erhaltenes anti,syn-#249 durch Cu(I)-

vermittelte Kreuzkupplung mit n-Propylmagnesiumbromid (#20) unter erneuter Inversion des 

Stereozentrums an C2 zu (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)-nonan (syn,syn-

#250) alkyliert. Die anschließende Deblockierung durch Hydrierung an Pd/C lieferte den zuvor 
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als Isomerengemische dargestellten Alkohol #213 (Schema 119 und Schema 121, S.385f) mit 

(2S*,4S*,6S*)- bzw. syn,syn-Konfiguration (9% über neun Stufen ausgehend von #245). Dessen 

Oxidation zu syn,syn-#214 und die abschließende WITTIG-Reaktion mit #209 unter Verwendung 

von n-BuLi als Base gaben die Zielverbindung (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,syn-Tt.5) (Schema 134).  

Der Kohlenwasserstoff wurden als Isomerengemisch mit einem Verhältnis von 

26 : 4 : 2 : 58 : 2 : 5 : 3 erhalten (in Reihenfolge der Elution, Graphik 79B). Erwartungsgemäß 

dominiert die E-Serie in ähnlichem Verhältnis (4Z : 4E = 32 : 68) wie bei den vorherigen nicht Li⨁-

freien WITTIG-Synthesen (Graphik 63, S.373; Graphik 69B, S.389; Graphik 72, S.393). Die 

Isomerisierung eines der Stereozentren entlang der stereoselektiven Syntheseroute 

(Schema 134) ist bei #244 und #245 sowie bei #214 (vgl. Schema 124, S.393) möglich.  

Um die vermutete Elutionsreihenfolge (Graphik 77, S.405) innerhalb der Serien zu 

verifizieren, wurden stereoselektiv Epimerengemische von syn,syn-Tt.5 dargestellt: Eine zu 

dessen Synthese analoge Sequenz, jedoch ohne MITSUNOBU-Inversion (Schema 135), lieferte das 

C10-Epimer (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,anti-Tt.5) 

(Graphik 79C). 

Schema 135: Reaktionsschema zur Darstellung von racemischem (2E,4EZ)-6,8syn,8,10anti-
4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,anti-Tt.5)  
s = syn; a = anti 
Bedingungen: i) MsCl, TEA, DCM, -110 °C bis -60 °C 1 h;   

ii) 1) CuI, THF, -90 °C; 2) #20; bis RT 16 h;   
iii) p-TsOH, MeOH, RT 6 h;   
iv) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -30 °C 90 min;   
v) 1) n-BuLi, THF, -40 °C 1 h; 2) -40 °C, #214, bis RT 16 h.   
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Wegen der guten Ergebnisse bei der Eintopf-Olefinierung [BOLAND et al. 1980] von 

Fettsäureestern zur Aufklärung des Sexualpheromons von T. ekebladella wurde eine analoge 

Sequenz auf das Lacton #245 angewendet. Dazu wurde #245 mit DIBAlH bei -78 °C in Hexan zum 

Lactol-DIBAl [Diisobutyl(3,5,7-trimethyloxepan-2-yloxy)aluminum, #251] reduziert und in situ 

durch ringöffnende Olefinierung mit Ethylidentriphenylphosphan (#252a) zu (2S*,4S*,6R*)-4,6-

Dimethylnon-7-en-2-ol (syn,syn-#253) kettenverlängert. Durch Hydrierung an Pd/C bei 20 bar in 

Pentan wurde (2S*,4S*,6S*)-4,6-Dimethylnonan-2-ol (syn,syn-#254) erhalten. Der sekundäre 

Alkohol wurde zu syn,syn-#255 mesyliert und unter Inversion durch SN2-Reaktion mit KCN in 

DMSO in das Cyanids anti,syn-#256 umgewandelt. Dieses wurde mit DIBAlH in Hexan bei -80 °C 

in zu (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (anti,syn-#214) reduziert [CARBALLEIRA et al. 1986; 

RIBA  et al. 1990; VASIL’EV et al. 2000; VERDEGEM et al. 2001; CHOW et al. 2005]. Der C2-epimere 

Aldehyd anti,syn-#214 wurde mit dem WITTIG-Salz #209 umgesetzt (Schema 136). In dem 

Olefinierungsprodukt waren wegen geringer Substanzmenge nur die (2E,4EZ,6R*,8S*,10S*)-

Isomere (anti,syn-Tt.5) von 2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien nachweisbar.    

Schema 136: Reaktionsschema zur Darstellung von racemischem (2E,4EZ)-6,8anti,8,10syn-

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti,syn-Tt.5)  
x: C-Atom der Carboxyl-Gruppe von Tt.66,   s = syn; a = anti. 
Bedingungen: i) 1) DIBAlH, Hexan, -90 °C 1 h, MeOH;    

 2) EtPh3PBr (#252), n-BuLi, -40 °C bis RT 18 h; 
ii) H2 30 bar, Pd/C, NaHCO3, Methanol Pentan, RT 4 h;   
iii) MsCl, TEA, DCM, -60 °C 1 h;   
iv) KCN, [18]Krone-6, DMSO, 45 °C 70 h;  
v) DIBAlH, Hex, -78 °C, 2 h, HCl aq.;   
vi) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 1 h; 2) -30 °C, #214, bis RT 12 h.   
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F4.3.3.3b Synthese von syn,syn-2,4,6,10-Tetramethyl-trideca-2,4-dien-1-ol   (syn,syn-Tt.6) 

Der Allylalkohol (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

wurde durch vinyloge HWE-Reaktion des Aldehyds syn,syn-#214 mit dem Phosphonat #239 

dargestellt (Schema 137). Dazu wurde wie zur nicht stereoselektiven Synthese von Tt.6 

(s. Schema 129B, S.400) mit der milden Base NaHMDS deprotoniert. Um die Stereoselektivität 

zugunsten des E-Produkts zu beeinflussen [ROUSH 1980; BARTH & MULZER 2007], wurden vor der 

Olefinierung ca. 3 eq. LiBr zugesetzt. 

Schema 137: Reaktionsschema zur Darstellung von (2E,4EZ)-6,8syn,8,10syn-4,6,8,10-Tetramethyl-
trideca-2,4-dien-1-ol (syn,syn-Tt.6)  

Bedingungen: i) HWE:  1)  NaHMDS #239, LiBr 3 eq. THF, -90 °C 1 h;  2) #214, bis RT 12 h;   
ii) DIBAlH 2.5 eq., DCM, -80 °C bis RT 2.5 h.   

Im Gegensatz zu der „salzfreien“ Synthese (Verhältnis 4Z:4E = 71:29, s. Graphik 75, S.401) 

bildete sich der Ester #241 mit einem 4Z/4E-Verhältnis von 56:44 (Graphik 78). Die DIBAlH-

Reduktion lieferte die Zielverbindung syn,syn-Tt.6 mit einem Verhältnis von 4Z:4E = 48:52 

(Ausbeute 44% über zwei Stufen). Der Anteil der Diastereoisomerisierungs-Produkte betrug 

insgesamt ca. 8% (Graphik 80B, S.413).  

Offenbar wird die Stereoselektivität der HWE-Olefinierung ebenso wie bei den mechanistisch 

verwandten WITTIG- (s. F4.3.3.2) oder Aldol-Reaktionen (s. Yucca spp.) nicht nur von sterischen 

und elektronischen Eigenschaften der Reaktionszentren-Nachbargruppen sondern entscheidend 

auch von Wechselwirkungen mit Li⨁-Ionen beeinflusst. 

HO

s,s-57

O

O s,s-62 s,s-Tt.5

relrelii

i   (Tt.28)

O

O

P(O)(OEt)2

28a

relrel

s,s-Tt.6 s,s-#241 

s,s-#214 

#239 

(#239) 



F4.3 Strukturaufklärung 

 

412 

Graphik 78: EIC-Gaschromatogramme von diastereomeren-angereicherten Syntheseprodukten 
von (2E,4EZ)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (#241) 
A: „salzfreie“ HWE-Olefinierung von (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (#214),  

4Z- bzw. 4E-angereichertes Produkt;    
B: Olefinierung von (2S*,4S*,6S*)-#214 unter Zusatz von LiBr  
Ionenspuren m/z 127;   DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300;   s = syn. 

F4.3.3.4 Beweis der relativen Konfiguration bei Tt.A und Tt.B 

Mit Hilfe der diastereomeren-angereicherten Syntheseprodukte konnte den 

gaschromatographischen Peaks der racemischen Stereoisomere von (2E,4EZ)-2,4,6,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) ihre jeweilige relative Konfiguration in den Positionen 6, 8 

und 10 zugeordnet werden. Die postulierte Elutionsreihenfolge wurde dadurch bestätigt 

(Graphik 79): anti,syn-Tt.5 coeluiert mit dem jeweils dritten Peak, syn,anti-Tt.5 mit dem jeweils 

zweiten der 4E/4Z-Isomere. Der jeweils erste Peak der Serien ist identisch mit 4E- bzw. 4Z-

syn,syn-Tt.5. 

Durch Vergleich der gaschromatographischen Retentionszeiten von Naturextrakt und 

Synthesegemischen wurden für den Naturstoff Tt.A die Struktur und die vermutete 

Konfiguration (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien bestätigt. Ebenso 

coeluiert synthetisches (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

mit dem Naturstoff Tt.B (Graphik 80). Für zukünftige Biotests könnte das E-Produkt auf Stufe des 

Esters #241 angereichert werden (Graphik 78). Bei beiden synthetischen, naturidentischen 

Verbindungen 2E,4E-syn,syn-Tt.5 und 2E,4E-syn,syn-Tt.6 konnten die relativen Konfigurationen 

der drei Methylverzweigungen sowie die Doppelbindungsgeometrien mittels NMR-

Spektroskopie überprüft werden (Schema 138).  
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Graphik 79: EIC-Chromatogramme von unterschiedlich diastereomeren-angereicherten 
Syntheseprodukten von  2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5). 
Ionenspuren m/z 236;   s = syn, a = anti. 
A: Isomerengemisch nach Synthese via #223,   
B: syn,syn-Tt.5,   
C: syn,anti-Tt.5. 
Bedingungen: DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300.    

Graphik 80: TIC-Chromatogramme von unterschiedlich diastereomeren-angereicherten, 
Syntheseprodukten von 2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13HyOH (Tt.6).   
A: Isomerengemisch nach “salzfreier” Synthese via #223,    
B: syn,syn-Tt.6, Zusatz von LiBr.  
s = syn, a = anti.   Bedingungen: DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300.    
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Die E-Konfiguration der Doppelbindung an C2 wurde durch die 1H-Kopplungskonstanten 

3J = 15.4 Hz (Tt.5) bzw. 15.7 Hz (Tt.6) bestätigt. Das Fehlen eines entsprechenden cross-peaks im 

NOESY-Experiment bestätigt dies. Hierbei bewies die Kopplung der olefinischen Protonen H3 

und H5 sowie der Methyl-Gruppen C14 und C15 die E-Konfiguration an C4 (Schema 138) 

[PATTENDEN & WEEDON 1968; PETROSKI & BARTELT 2007]. 

Im 1H-NMR-Experiment zeigen die diastereotopen Methylen-Protonen an C7 und C9 

(Schema 138) jeweils untereinander eine Differenz der chemischen Verschiebung von 

∆δ = 0.25 ppm bzw. 0.25 ppm bei Tt.5 und ∆δ = 0.30 ppm bzw. 0.25 ppm bei Tt.6. Dies ist nach 

CHOW[ et al. 2005], SCHMIDT & BREIT [2010] und SCHMIDT et al. [2012] charakteristisch für 

Methylen-Gruppen in syn,syn-1,3,n-methyl-verzweigten Kohlenstoffketten von Polyketiden mit 

Alkyl- und Alkenyl- bzw. Oxyalkenyl-Nachbargruppen. 

Schema 138: NMR-spektroskopische Protonen-Kopplungen bei A: natürlicher E,E-syn,syn- und B: 

nicht natürlicher Z,Z-syn,syn-Konfiguration von 4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5) und 
4,6,8,10Me-∆2,4-13HyOH (Tt.6). 
1H,1H-COSY: schwarz,  NOESY: grau;   Tt.5: R = CH3,  Tt.6: R = CH2OH. 

Dadurch wurde die aus der Synthesestrategie sowie aus gaschromatographischen Befunden 

abgeleitete Stereochemie der natürlichen Verbindungen Tt.A und Tt.B bestätigt. 
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F4.3.4 Möglichkeiten zur Bestimmung der absoluten Konfiguration 

Die Bestimmung der absoluten Konfiguration beider Naturstoffe erfordert zum einen die 

enantioselektive Synthese von Referenzsubstanzen, zum anderen eine analytische Methode zur 

Unterscheidung der Enantiomere. Versuche zur enantioselektiven, gaschromatographischen 

Trennung der synthetischen Racemate (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-

dien (Tt.5) und (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) wurden 

unter Verwendung folgender optisch aktiver stationärer Trennflüssigkeiten durchgeführt: 

• Hydrodex® β-6TBDM - Heptakis-(6-O-TBS-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 
• Hydrodex® β-6TBDE - Heptakis-(6-O-TBS-2,3-di-O-ethyl)-β-cyclodextrin 
• Hydrodex® β-3P - Heptakis-(2,6-di-O-methyl-3-O-pentyl)-β-cyclodextrin  
• Lipodex® E - Octakis-(3-O-butyryl-2,6-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin 
• Lipodex® G - Octakis-(6-O-methyl-2,3-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin 

Weder für Tt.5 noch für Tt.6 konnten zur Trennung der syn,syn-Enantiomere geeignete 

Bedingungen gefunden werden. Die besten Ergebnisse wurden für Tt.5 an Hydrodex® β-6TBDE 

erzielt. Dabei wurden zwar die als Nebenkomponenten in dem Synthesegemisch enthaltenen 

synthetischen Racemate syn,anti-, anti,syn- und anti,anti-Tt.5 (s. F4.3.3.3b) getrennt, die 4E/4Z-

syn,syn-Enantiomere coeluieren jedoch selbst bei einer Verdünnung von 0.1 ppm (Graphik 81).  

Graphik 81: TIC-Chromatogramme der enantioselektiven, gaschromatographischen Analyse von 

2EZ-syn,syn-4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5), Hydrodex® β-6TBDE, 25 m, 50-2-180. 
A: TIC, Verdünnung 100 ppm;  B: SIM m/z 236, Verdünnung 0.1 ppm.  

Daher wurde versucht, die Verbindungen Tt.5 und Tt.6 in geeigneter Weise zu derivatisieren. 

Naheliegend für den Alkohol Tt.6 erschien zunächst das Trifluoracetat (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-

#257 (Schema 139A). Dessen syn,syn-Enantiomere wurden jedoch ebenso wenig getrennt wie der 

Allylalkohol selbst (Verwendung von Lipodex® E bzw. Hydrodex® β-6TBDE).  
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Schema 139: Darstellung von Derivaten für die enantioselektive, gaschromatographische 
Bestimmung der natürlichen absoluten Konfiguration von Tt.A und Tt.B. 

A: Trifluoracetat von 4,6,8,10Me-∆2,4-13HyOH (Tt.6):  
i: Tfa2O, DCM, -20 °C bis RT 30 min. 

B: Mögliche Ozonolyse der Naturstoffe Tt.A (R = H) und Tt.B (R = OH): 
ii: 1) O3, K2CO3, DCM MeOH -78 °C  2) NaBH4, bis RT 5 h. 

Beide Naturstoffe, Tt.A und Tt.B, würden durch Ozonolyse mit reduktiver Aufarbeitung 

[SAITO et al. 2000; SCHULZ et al. 2002] den im Verlauf ihrer Strukturaufklärung dargestellten 

Alkohol 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) liefern (Schema 139B). Die synthetischen 

Enantiomere von syn,syn-#213 konnten unter Verwendung von Hydrodex® β-6TBDM als 

gaschromatographische Trennflüssigkeit [KÖNIG et al. 1992a,b] mit einem Wert von 

α (trEnt2/trEnt1) = 1:019 separiert werden (Graphik 82).  

Graphik 82: TIC-Chromatogramm von synthetischem syn,syn- bzw. (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-

Trimethylnonan-1-ol (#213). 

Bedingungen: GC/MS SIM m/z 111, 125, 126;  Hydrodex® β-6TBDM, 25 m, 100 °C 
isotherm.   

Auf diese Weise könnte nach enantioselektiver Synthese (s. Anh. G.3.8) von #213 und 

Derivatisierung eines Naturextrakts die absolute Konfiguration von Tt.A und Tt.B bestimmt 

werden.    
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F4.4 Biosynthese und Vorkommen 

Polyketide werden ähnlich der Fettsäure-Biosynthese durch CLAISEN-analoge Kondensation 

von Malonat (≙ Acetat, C2) und zur Einführung der Methyl-Verzweigungen von Methylmalonat 

(≙ Propionat, C3) aufgebaut (s. E.3.2) [FRANCKE & SCHULZ 1999; SCHULZ et al. 2004]. Bei 

Polydesoxy-propionaten folgt auf die Verknüpfung der Bausteine eine Desoxygenierung der 

ehemaligen Carbonyl-Komponente durch enzymatische Reduktion, Dehydratisierung (und 

(optional) Hydrierung (Schema 140A) [PETROSKI et al. 1994; O´HAGAN 1995; 

BARTELT & WEISLEDER 1996; HOPWOOD 1997]. Bei Naturstoffen dieses Typs befinden sich wegen 

der Eliminierung zur α,β-ungesättigten Carbonyl-Verbindung die Doppelbindungen häufig an 

den C-C-Knüpfungs-Positionen.  

Schema 140: Mögliche Biosynthese der vermuteten Polydesoxypropionate Tt.A und Tt.B. 
A:  Prinzip der Polyketid-Biosynthese.  ACP: Acyl Carrier Protein,  KS: Ketosynthase. 
B:  Verknüpfungssequenz: C3-C3-C3-C3-C3-C3 mit anschließender Decarboxylierung und 

allylischer Oxidation. Legende: s Starter, c Wachstumseinheit, HC decarboxyliert. 
C: Verknüpfungssequenz: C3-C3-C3-C3-C3-C2 mit anschließender Desoxygenierung bzw. Reduktion. 

Legende: x desoxygeniert, r reduziert, ▬ Acetat- bzw. Propionat-Einheit. 
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Der Methyl-verzweigte Kohlenwasserstoff (4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, Tt.A) 

könnte demnach durch Verknüpfung von sechs Propionat-Einheiten mit abschließender 

Decarboxylierung entstehen (Schema 140B). Nach den letzten beiden Verlängerungsschritten 

unterbliebe dabei die Hydrierung. Der Allylalkohol (4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 

Tt.B) würde dann aus Tt.A durch allylische Oxidation gebildet. 

Unter der Annahme, dass beide Naturstoffe durch dieselbe Sequenz aufgebaut werden, ist 

jedoch eine Folge von fünf Propionat- und einer terminalen Acetat-Einheit wahrscheinlicher 

(Schema 140C). 163 Aus demselben Precursor würde dann der Kohlenwasserstoff durch 

Desoxygenierung und der Allylalkohol durch Reduktion erhalten.  

Schema 141: (1R,3R,5R,7R)-1,3,5,7-Tetramethyldecylformiat (Lardolure, L-156); (2E,4E,6E,8E)-
4,6,8-Trimethyl-2,4,6,8-undecatetraen (L-157) und (2E,4E,6E,8E)-3,5,8-Trimethyl-2,4,6,8-
undecatetraen (L-158, RI = 1476) Aggregationspheromone von C. hemipterus bzw. 
C. davidsoni [BARTELT & JAMES 1994; PETROSKI et al. 1994]; (3R,4R)-3-Methyl-4-((2S,4S,6S)-4,6,8-
trimethylnonan-2-yl)oxetan-2-on (Vittatalacton, L-159). 

Polydesoxypropionate sind verbreitete marine und mikrobielle, vielfältig biologisch aktive 

Sekundärmetabolite [O´HAGAN 1995; HOPWOOD 1997; STAUNTON & WEISSMAN 2001] und auch als 

Pheromone bei Arthropoden beschrieben [FRANCKE & SCHULZ 2010; FRANCKE 2013]: z.B. 

Lardolure (L-156), Sexualpheromon der Milbe Lardoglyphus konoi [KUWAHARA et al. 1982, 1991; 

MORI & KUWAHARA 1986a,b], Aggregationspheromone männlicher Glanzkäfer (Nitidulidae), wie L-

157 und L-158 bei Carpophilus spp. (s.a. E.4.2) [COSSÉ & BARTELT 2000; BARTELT & JAMES 1994; 

PETROSKI et al. 1994; BARTELT et al. 1995; FRANCKE & DETTNER 2005] oder Vittatalacton (L-159), eine 

Komponente des Aggregationspheromons von ♂♂ des Gurkenkäfers Acalymma vittatum 

[MORRIS et al. 2005; SCHMIDT & BREIT 2009; SCHMIDT et al. 2010]. Eine Beteiligung von mikrobiellen 

Endosymbionten bei der Genese von Polyketiden bei Insekten wird diskutiert 

[PANKEWITZ & HILKER 2008; DICKSCHAT et al. 2005c].  

                                                           

163   1. Die Doppelbindung an C2 ist bei beiden Naturstoffen E-konfiguriert. Durch Decarboxylierung nach 
Schema 140B sollte jedoch ein deutlicher Anteil der Z-Isomere gebildet werden. 

2. Der Allylalkohol Tt.B ist Hauptkomponente: Tt.A : Tt.B ca. 1:3, was gegen eine Bildung aus Tt.A spricht. 
3. Die allylische Oxidation zur Genese von Signalstoffen ist relativ selten. Meist werden endständig 

oxygenierte Verbindungen durch Modifikation der biosynthetisch aktiven funktionellen Gruppe gebildet 
[FRANCKE & SCHULZ 1999, 2010]. 
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F4.5 Zusammenfassung  

Zur Strukturaufklärung der bei Trichogramma turkestanica für Weibchen spezifischen 

Duftstoffe Tt.A und Tt.B wurden racemische Stereoisomerengemische folgender 

Referenzverbindungen synthetisiert: 

 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.1, 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy)  

 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.2, 2,6,8,12Me- ∆2,4-13HyOH) 

 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.3, 2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy)  

 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.5, 4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy)  

 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.6, 4,6,8,10Me-∆2,4-13HyOH). 

Durch Vergleich von Massenspektren und gaschromatographischen Retentionszeiten wurde 

jeweils eines der Isomere von 2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) bzw. 2,4,6,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) als identisch mit den Naturstoffen Tt.A bzw. Tt.B 

identifiziert. Die relativen Konfigurationen der jeweils drei Stereozentren und die Geometrien 

der jeweils zwei Doppelbindungen wurden durch diastereoselektive Synthesen folgender 

Racemate bestimmt:  

 2E,4EZ-syn,syn-Tt.5 

 2E,4EZ-syn,anti-Tt.5 

 2E,4EZ-anti,syn-Tt.5 

 2E,4EZ-syn,syn-Tt.6 

Anhand der Retentionszeiten der Isomere dieser synthetischen Gemische wurde den 

Naturstoffen 2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.A) und 2,4,6,10-Tetramethyltrideca-2,4-

dien-1-ol (Tt.B) dieselbe relative Konfiguration  zugeordnet. 

 2E,4E,6S*,8S*,10S* 

Die naturstoffidentischen synthetischen Racemate (2E,4E,6S*,8S*,10S*)-Tt.5 und 

(2E,4E,6S*,8S*,10S*)-Tt.6 konnten durch enantioselektive Gaschromatographie nicht getrennt 

werden. Dagegen wurde durch Trennung von synthetischem syn,syn-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol 

(#213) gezeigt, dass sich dieses potenzielle, ozolytische Abbauprodukt der Naturstoffe zur 

Bestimmung der absoluten Konfiguration eignen würde. 

Die beiden vermuteten Desoxypropionate Tt.A und Tt.B sind neue Naturstoffe. Ihre 

biologische Bedeutung bei T. turkestanica ist bisher unbekannt.   
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F5 Nördliche Erntetermite (Hodotermes mossambicus) 

Synthesen zur Strukturaufklärung von Signalstoffen bei Termiten 
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F5.1 Einleitung 

F5.1.1 Entomologie 

Die in den afrikanischen 

Steppengebieten beheimatete Mozambique 

oder Nördliche Erntetermite, Hodotermes 

mossambicus HAGEN 1853 gehört zur den 

„niederen“ Termiten der Familie 

Hodotermitidae (Termitoidae: Blattoidea: 

Blattodea). Diese umfasst drei Gattungen 

mit 19 Arten, die von Afrika bis 

Südostasien verbreitet sind. Zur Gattung 

Hodotermes gehören nur noch zwei rezente 

Arten. Das Verbreitungsgebiet von 

H. mossambicus reicht von Südafrika über semiaride Gebiete Ostafrikas bis nach Äthiopien. 

[ENGEL et al. 2009; Krishna et al. 2013]. 

H. mossambicus leben wie alle Isoptera eusozial. Sie bilden Staaten mit mehr als einer Million 

Individuen, die von dem Königspaar gelenkt werden. Benachbarte Staaten koexistieren friedlich. 

Ihre mehrere Meter breiten und tiefen Erdnester können unterirdisch über sehr große Flächen 

vernetzt sein. Die tagaktiven, braun gefärbten, etwa 18 mm großen Arbeiter sind im Gegensatz 

zu den meisten Isoptera nicht blind und bilden von den ca. 25 mm großen Soldaten bewachte 

Straßen zu den Futterquellen (Abb. 50). Hat eine Kolonie eine bestimmte Größe erreicht 

entwickeln sich die Alatae, die nach den ersten Regenfällen im Spätsommer und, ungewöhnlich 

für Termiten, an einem sonnigen Tag ausschwärmen [HARTWIG 1965; NEL et al. 1969; 

LEUTHOLD et al. 1976; NEL & HEWITT 1978; HEIDECKER & LEUTHOLD 1984]. 

Die Termiten ernähren sich überwiegend von nicht verholzten Sträuchern und trockenen 

Gräsern und sind zu deren Verdauung auf symbiontische, intestinale Mikroorganismen (bes. 

Protozoen) angewiesen [NEL & HEWITT 1969; RADEK 1999; BRUGEROLLE & BORDEREAU 2003; 

MINKLEY et al. 2006]. Sie erfüllen eine wichtige ökologische Funktion bei der Verwertung toten 

Pflanzenmaterials und für die Struktur und Fruchtbarkeit der Böden. Auf Weideland treten sie 

jedoch in direkte Konkurrenz zu Nutzvieh, auf Ackerland mindern sie die Ernte von Getreide 

oder anderen Feldfrüchten [NEL 1968; BECKER & GETZIN 2000; MACGREGOR 1950; TUMA et al. 2022; 

BRUAND et al. 2023; LIND et al. 2023]. Die Feenkreise aber entstehen nach jetzigem Kenntnisstand 

nicht durch Anlegen ihrer unterirdischen Nester oder das Ernten der Vegetation. [GRUBE 2002; 

TSCHINKEL 2012, 2015; MEYER et al. 2021]. Termiten werden häufig unspezifisch und großflächig 

mit Pestiziden oder mit Pestizidködern bekämpft. Biologische oder alternative Maßnahmen sind 

bisher nicht in der Masse wirksam [FINDLAY 1971; LOGAN et al. 1990; SU & SCHEFFRAHN 1998; 

LEWIS et al. 2000; LENZ et al. 2003; KHAN & AHMAD 2018].  

Abb. 50: A) Hodotermes mossambicus Arbeiter,  
B) Soldat, Fotos: [© JMK 2014, 2017]. 

A 

B 



Chemische Ökologie F5.1.2 

 

423 

F5.1.2 Chemische Ökologie 

Bei der Gattung Hodotermes wie auch bei der gesamten Familie Hodotermitidae sind bisher 

keine Pheromone oder Semiochemikalien bekannt [BORDEREAU & PASTEELS 2011; 

MITAKA & AKINO 2021; EL-SAYED 2024]. Zwar wurden in der Schwesterfamilie, Archotermopsidae, 

z.B. bei Zootermopsis spp. oder bei Porotermes adamsoni Sexual- bzw. Spurpheromone 

identifiziert (s. E.4.6) [SILLAM-DUSSÈS et al. 2007; BORDEREAU et al. 2010]. Bei H. mossambicus 

konnten diese nur im Verhaltenstest nachgewiesen werden.  

Spurfolgepheromone werden von den Arbeitern in den Sternaldrüsen produziert und spielen 

offenbar mit zunehmender Dunkelheit eine Rolle [HEWITT et al. 1969; LEUTHOLD et al. 1976; 

HEIDECKER & LEUTHOLD 1984]. Cuticulare Kohlenwasserstoffe und die Darmflora könnten eine 

Rolle bei der Art- und Kastenerkennung spielen [KIRCHNER & MINKLEY 2003; MINKLEY 2005]. 

Anders als bei den meisten Termitenarten lassen sich bei H. mossambicus die männlichen 

Alaten nach kurzem Dispersalflug nieder und locken die Weibchen an. Sie besitzen für Termiten 

außergewöhnlich große Sternaldrüsen, die in der Lockstellung („Calling“) durch Aufrichten des 

Abdomen exponiert werden. Deren Duft dient allein der Attraktion der Weibchen und besitzt 

keine Spuraktivität. Während Sex-pairing-Pheromone anderer Termitenarten nur über wenige 

Dezimeter wirken, sind H. mossambicus-WW in der Lage den Lockstoff noch in einer Entfernung 

von ca. 3 m wahrzunehmen [LEUTHOLD 1977; LEUTHOLD & BRUINSMA 1977]. 

F5.1.3 Zielsetzung 

In Extrakten der Sternaldrüsen von geflügelten Männchen wurden zwei 

männchenspezifische, unbekannte Substanzen im Verhältnis von ca. 2:3 gefunden 164, für die 

eine Funktion als Sexualpheromon vermutet wird. Ziel dieser Arbeit war die Strukturaufklärung 

dieser Verbindungen durch Entwicklung von Strukturvorschlägen und Synthese von 

Referenzsubstanzen. 

Die Kenntnis eines Sexualpheromons würde das Verständnis der chemischen Ökologie bei 

Hodotermitidae erweitern und könnte helfen, alternative Methoden der Schädlingsbekämpfung 

zu entwickeln. 

                                                           

164  Naturextrakte: Arbeitsgruppe Christian BORDEREAU, Centre du Goût et de l’Alimentation, Université de 

Bourgogne, Dijon, France 
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F5.2 Massenspektren der Naturstoffe 

Die Massenspektren der beiden männchenspezifischen Verbindungen Hm.A und Hm.B sind in 

Graphik 83 gezeigt. 

Graphik 83: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) der Hm.A und Hm.B. 
Messung: Arbeitsgruppe BORDEREAU, 03.Nov.2004; DB-WAX, 40-5-240,  

rt (Hm.A) = 27.81 min, rt (Hm.B) = 30.70 min.  

Hm.A 

Hm.B 
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F5.3 Strukturpostulate und Synthesen 

F5.3.1 Trishomo-2,3-dihydrofarnesol-Derivate 

F5.3.1.1 Strukturhypothese 

Die Massenspektren der beiden Naturstoffe mit jeweils m/z 69 als Basepeak deuten auf 

offenkettige, terpenoide Strukturen hin. Die Verbindung Hm.B mit dem Molekülion der Masse 

M+ = 266 (entsprechend C18H34O) verliert Wasser unter Bildung von m/z 148 und zusätzlich 

Methyl zu m/z 233. Die Signale m/z 95, 109, 123, 137 und 151 sind vermutlich homologe 

Kohlenwasserstoff-Fragmente mit zwei Doppelbindungsäquivalenten.   

Naturstoff Hm.A zeigt ein nahezu identisches Fragmentierungsmuster im Bereich niedriger 

Massen bis m/z 123. Das Molekülion M+ = 264 (C18H32O) verliert Methyl unter Bildung von 

m/z 249, spaltet aber kein Wasser ab. Das Spektrum zeigt zudem zwei charakteristische, 

geradzahlige Fragmente m/z 140 und m/z 222. Auffällig sind außerdem die Signale m/z 177 bei 

Hm.B und m/z 179 bei Hm.A, die vermutlich auf unterschiedlichen Wegen entstehen.  

Vor dem Hintergrund der bekannten Termitenpheromone Nordihydrofarnesal (L-167) und 

Nordihydrofarnesol (Md.A) (s. E.4.6 und F5.3.3) [SILLAM-DUSSÈS et al. 2007; BORDEREAU et al. 2010; 

BORDEREAU & PASTEELS 2011] wurde für Hm.B ein Homosesquiterpen- bzw. Norditerpenalkohol 

mit 2,3-Dihydrofarnesol-Substruktur und für Hm.A die korrespondierende Carbonyl-Verbindung 

postuliert. Das Massenspektrum von 2,3-Dihydrofarnesylaceton (L-170, s. Schema 158) ist 

bekannt [BHALERAO & RAPOPORT 1971]. 165 Daher wurden der trishomosesquiterpenoide primäre 

Alkohol (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und dessen Aldehyd (E)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2) als wahrscheinliche Strukturen vermutet (Schema 142).    

Schema 142: (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-
9,13-dienal (Hm.2): Strukturpostulate für die Komponenten des Sexualpheromons von 
H.mossambicus-♂♂.  

                                                           

165  6,10,14-Trimethy1-9,13-pentadecadien-2-on (L-170, M+ = 264, vgl. Sulcaton, Av.E = Co.G, und 

Geranylaceton, Av.F, A. victrix und C. arabica) zeigt m/z 249 (M+-Me), ein intensives Signal m/z 221, als 

Basepeak m/z 43 und neben m/z 69 (90) geringere Intensitäten der Ionen bis m/z 123 als Hm.B. 

OH

O

Hm.1

Hm.2

Hm.1 

Hm.2 
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F5.3.1.2 Retrosynthese und Syntheseplanung 

Retrosynthetisch lassen sich die Zielverbindungen Hm.1 und Hm.2 in 2,3-Dihydrofarnesyl a 

und ein C3-Synthon b zerlegen. 2,3-Dihydrofarnesol lässt sich aus Farnesol bzw. Farnesal durch 

chemoselektive Hydrierung darstellen. Als C3-Baustein könnte regiodifferenziertes 1,3-

Propandiol dienen, das sich durch Cu(I)-katalysierte SN2-Substitution unter Verwendung des 

entsprechenden GRIGNARD-Reagenzes kuppeln ließe (s. E. amygdali und T. ekebladella) 

(Schema 143). Wird die Dihydrofarnesyl-Komponente als Substrat verwendet, lässt sich die 

leichter zugängige C3-Komponente als GRIGNARD-Reagenz im Überschuss einsetzen. Hm.2 würde 

aus Hm.1 durch Oxidation erhalten. 

Schema 143: Retrosynthetischer und synthetischer Ansatz zur Darstellung von (E)-6,10,14-
Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2). 

F5.3.1.3 Synthese 

Zur regioselektiven Hydrierung der allylischen Doppelbindung an C2 von Farnesol wurden 

mehrere Methoden getestet. Dazu wurde zunächst kommerziell erhältliches (E,E)-Farnesol 

(#264) mit Pyridiniumchlorochromat (PCC) in Dichlormethan (DCM) zu unter partieller 

Isomerisierung beider Doppelbindungen zu Farnesal (#265) oxidiert [COREY & SUGGS 1975; 

AGARWAL et al. 1990; OKOLOTOWICZ et al. 2001]. Dessen Carbonyl-konjugierte Doppelbindung 

konnte weder durch Transferhydrierung an Pd/C (10%) mit Ammoniumformiat / MeOH oder 

Ameisensäure / TEA als Wasserstoff-Donoren reduziert, noch selektiv an PtO2 in EtOH (vgl. 

P. breviceps) hydriert werden [CORTESE & HECK 1978; DAWSON et al. 1988; RANU & SARKAR 1994]. 

Durch heterogene katalytische Hydrierung mit Nickel(II)chlorid⋅⋅⋅⋅Hexahydrat und 

Aluminiumpulver in Diethylether konnte nur eine 20-40%ige Umsetzung erreicht werden 
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[SARMAH & BARUA 1991; OKOLOTOWICZ et al. 2001]. Die Methode wurde wegen der 

problematischen Trennung von Edukt und Produkt verworfen. Hingegen wurde mit 

Ni(II)Cl2⋅⋅⋅⋅6H2O und Natriumborhydrid in Methanol / Wasser 6:1 eine vollständige Reduktion der 

Doppelbindung in Position 2 erreicht [BROWN & AHUJA 1973; OSBY et al. 1986; KHURANA & 

SHARMA 2004]. Allerdings wurde eine teilweise Isomerisierung der Doppelbindung an C6, jedoch 

keine Hydrierung der isolierten Doppelbindungen beobachtet. Zudem wurde ein Gemisch aus 

2,3-Dihydrofarnesol (#267) und 2,3-Dihydrofarnesal (#266) erhalten. Der gesättigte Aldehyd 

#266 wurde im Anschluss mit NaBH4 zu #267 reduziert [GRIESSER et al. 2000]. Die Reduktion der 

Doppelbindung erforderte allerdings 3 Moläquivalente Ni(II)Cl2 und 4 eq. NaBH4. Zur 

Vermeidung der Nickelabfälle und wegen der Bildung von ca. 30% (6Z)-Isomer im Zuge der 

Sequenz wurde Farnesol (#264) durch homogene Katalyse unter Verwendung von (S)-(-)- bzw. 

(R)-(+)-Chloro[2,2‘-bis(diphenylphosphino)-1,1‘-binaphthyl](p-cymol)ruthenium(II)-chlorid 

enantioselektiv zu (R)- bzw. (S)-2,3-Dihydrofarnesol (R- bzw. S-#267) hydriert (s. C. albicans) 

[TAKAYA et al. 1987; YAMADA et al. 1988; MASHIMA et al. 1989] (Schema 144). Bei 170 bar in Methanol 

wurden die 2,3-Hydrierungsprodukte nach 20 h mit einer Ausbeute von ca. 95% und 

Enantioselektivitäten von ee > 95% (GC/MS, 6TBS-2,3Me2-βCD, s. Graphik 29) sowie ohne die 

Bildung höher hydrierter Nebenprodukte oder eine Isomerisierung an C6 erhalten. Dies 

ermöglichte zudem eine enantioselektive Synthese der Zielverbindungen.     

Zur Herstellung eines GRIGNARD-Reagenzes für die Cu(I)-katalysierte Verlängerung des 

Dihydrofarnesol-Gerüsts um drei Kohlenstoff-Atome wurde die Hydroxyl-Gruppe von 3-

Brompropan-1-ol (#271) als TBDMS-Ether (#272) blockiert [CHAUDHARY & HERNANDEZ 1979b; 

KITAHARA et al. 1987]. (S)-Dihydrofarnesol wurde DMAP-katalysiert in (S)-Dihydrofarnesyltosylat 

(#268) umgewandelt. Anschließend wurde dieses in THF unter striktem Sauerstoff- und 

Feuchtigkeitsausschluss mit dem Normant-Cuprat von [3-(tert-Butyldimethylsilyloxy)prop-1-

yl]magnesiumbromid (#273) umgesetzt [TAI et al. 2002]. Der erhaltene TBDMS-geschützte 

Alkohol, (9E,6R)-1-TBSO-6,10,14-trimethylpentadec-9,13-dien (#277), wurde mit TBAF in THF 

zur Zielverbindung (9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) deblockiert. Aus 

dieser wurde (9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2) durch Oxidation mit PCC 

in DCM dargestellt. Die Kreuzkupplung lieferte das Kupplungsprodukt (#277) nur mit einer 

Ausbeute von 5% (vgl. Ausbeuten von ca. 90% mit Alkylmagnesiumbromiden bei E. amygdali 

und T. ekebladella). Daher wurde in der inversen Variante 3-TBSO-1-(p-

toluolsulfonyloxy)propan (#276) mit (S)-Dihydrofarnesylmagnesiumbromid (#270) umgesetzt. 

Dazu wurde (S)-Dihydrofarnesyltosylat (#268) mit Lithiumbromid in Aceton in das Bromid #269 

umgewandelt. Das Substrat (#276) wurde aus 1,3-Propandiol (#274) durch Monosilylierung 

(Deprotonierung mit n-Butyllithium in THF und Reaktion mit TBDMSCl) und anschließende 

Tosylierung von #275 dargestellt (87%, 2 Stufen) [KITAHARA et al. 1987; 

MARSHALL & GAROFALO 1996; IZZO et al. 2001]. Auch auf diesem Weg konnten keine besseren 

Ausbeuten erzielt werden.    



F5.3 Strukturpostulate und Synthesen 

 

428 

Auch wurde bei der Kreuzkupplung die stereogene Doppelbindung teilweise isomerisiert, 

sodass Hm.1 und Hm.2 mit einem (9E):(9E)-Verhältnis ≈ 3:1 erhalten wurden. 

Schema 144: Synthese von (EZ)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und  
(EZ)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2) 
Bedingungen: i) TBDMSCl, DMAP, TEA, DCM, 0 °C bis RT 8 h;  

ii) 1) n-BuLi (1 eq.), THF, -40 °C bis RT 1 h; 2) TBDMSCl (1 eq.), 0 °C bis RT 16 h;  
iii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM -20 °C bis RT 6 h;  
iv) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 2 h;  
v) NiCl2⋅⋅⋅⋅6H2O, NaBH4, MeOH / H2O 6:1, RT 20 h;  
vi) NaBH4, MeOH, -20 °C, 1 h;  
vii) H2 170 bar, (S)- bzw. (R)-[RuCl(p-cymol)(BINAP)]Cl, MeOH, RT 2 h;    
viii) 1) Mg, I2, THF, RT 2 h, 2) CuI, THF, -90 °C, #272 bzw. #276, bis RT 18 h; 
ix) LiBr, Aceton, RT 24 h 
x) TBAF, THF, RT 6 h.  

 2,3-Dihydrofarnesol wurde sowohl (R)- als auch (S)-selektiv dargestellt. Die Synthesesequenz 
wurde zunächst mit dem (S)-Produkt fortgesetzt. 
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F5.3.1.4 Falsifikation der Postulate 

Die Massenspektren von (9E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1) und (9E)-

6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2) sind in Graphik 84 abgebildet. Sie zeigen mit 

den Naturstoffen Hm.B bzw. Hm.A (Graphik 83) verwandte Fragmentierungsmuster aber 

abweichende Signalintensitäten mit intensiveren Peaks m/z 81, 123, und 223 bzw. 221 bei Hm.1 

bzw. Hm.2 und m/z 83, 109, 151 sowie 137 und 177 bei Hm.B bzw. 179, 193 und 222 bei Hm.A.   

Graphik 84: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischen (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-
dien-1-ol (Hm.1) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal (Hm.2). 
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F5.3.2 Trishomotetrahydrofarnesol-Derivate 

F5.3.2.1 Strukturhypothese 

Das Massenspektrum von (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1, Trishomo-

2,3-dihydrofarnesol, Graphik 84) zeigt starke Analogie zum Spektrum von 2,3-Dihydrofarnesol 

(#267, Graphik 28, s. C. albicans): Verlust von Methyl, aber nicht von Wasser, aus den jeweiligen 

Molekülionen und charakteristische Ionen M+-C3H7 (m/z 223 bzw. m/z 181). Erst diese spalten 

Wasser ab unter der Bildung von m/z 205 und m/z 163. Beide zeigen für niedrige m/z bis 123 ein 

fast identisches Spektrum. Auch Nor-2,3-dihydrofarnesol (Md.A) fragmentiert nach demselben 

Prinzip und zeigt sehr ähnliche relative Intensitäten der Ionen m/z 69, 91, 95, 109 und 123 wie 

Hm.1 und #264 [BORDEREAU & PASTEELS 2011]. Es daher wahrscheinlich, dass die Naturstoffe 

zwar eine 3-Methyl-2-butenyl-Endgruppe (m/z 69), aber keine Geranyl-Substruktur besitzen, 

welche sowohl die Intensität von M+-C3H7 als auch den Bereich m/z 69 bis 123 bestimmt. Beide 

Naturstoffe zeigen intensivere Ionen m/z 83, 97 und 111, was auf eine höher gesättigte 

terpenoide Substruktur hindeutet. Die Fragmente 222 und 140 (Verlust von C9H16) bei Hm.A 

könnten aus einem α,β-ungesättigten Aldehyd entstehen. Mögliche Strukturen der Naturstoffe 

sind demnach (2E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und (2E)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4) (Schema 145).   

Schema 145: (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-
2,13-dienal (Hm.4): modifizierte Strukturvorschläge für die Komponenten des Sexualpheromons von 
H.mossambicus-♀♀.  

F5.3.2.2 Retrosynthese und Syntheseplanung 

Retrosynthetisch lassen sich die Zielstrukturen durch Bruch der Bindungen C2-C3 und C7-C8 

in drei synthetische Abschnitte zerlegen. Der Baustein a wäre enantiomerenrein aus Citronallal 

bzw. Citronellol zugängig. Die spätere Allylalkohol-Funktion (c) könnte durch eine WITTIG-

analoge Olefinierung aufgebaut werden. Der zentrale Baustein b lässt sich weiter in ein 1,3-

funktionalisiertes 2-Methylpropyl-Synthon d und einen c entsprechenden Baustein zerlegen. 

Der zentrale Baustein b sollte durch Umsetzung eines WITTIG-Reagenzes d mit geschütztem 

β-Hydroxyacetaldehyd zugänglich sein. Letzterer lässt sich aus Allylalkohol, das WITTIG-Salz d 

aus 2-Methyl-1,3-propandiol darstellen [FRANCKE et al. 2000b]. Eine enantioselektive Synthese 

wäre dann unter Verwendung von kommerziell erhältlichem (S)- bzw. (R)-3-Hydroxy-2-

methylpropyl-TPPBr möglich (s. S-selektive Synthese der Methylheptacosane Cf.2 und Cf.3, 

O

OH Hm.3

Hm.4

Hm.3 

Hm.4 
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F5.3.5, Schema 156). Die Atome C1 und C2 könnten zum Abschluss der Sequenz durch HORNER-

WOODWARD-EMMONS-Olefinierung (HWE) mit Triethylphosphonoacetat (#193) und 

anschließende Reduktion eingeführt werden. Die Verknüpfung von a mit b durch Cu(I)-

katalysierte Kreuzkupplung würde den hierfür benötigten Baustein mit den Atomen C3 bis C15 

der Kette liefern. Hierbei ließe sich Citronellylbromid als GRIGNARD-Reagenz im Überschuss 

einsetzen (Schema 146).  

Schema 146: Retrosynthese zur Darstellung von (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und 

(E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4);  
U = MgBr oder OTs mit V = OTs oder MgBr; X = PPh3 oder O mit Y = O oder PPh3 (bzw. WITTIG-analog). 

F5.3.2.3 Synthese 

Zur Darstellung von Citronellylbromid (#281), entsprechend Baustein a der Syntheseplanung, 

wurde zunächst (R)-(+)-Citronellal (#278) mit Lithiumaluminiumhydrid zu (R)-(+)-Citronellol 

(#279) reduziert. Nach Tosylierung mit DMAP und TEA in DCM wurde (#280) mit Lithiumbromid 

in Aceton in (3R)-1-Brom-3,7-dimethyl-6-octen (#281) umgewandelt (75%, 3 Stufen) 

[JENSEN & SCHÄFER 1981; MORI et al. 1981b; KITAHARA et al. 1987; MORI & HARASHIMA 1993; 

TABER & MALCOLM 2001].   

Zur Synthese des zentralen Bausteins b wurde ein WITTIG-Salz d und TBS-geschützter 

Glykolaldehyd c’ verwendet. Diese Variante erforderte zum einen nicht die Blockierung der 

Hydoxyl-Gruppe von d, zum anderen lieferte c’ (anders als z.B. TEPA, s.u.) eine geeignete 

Schutzgruppe für die nachfolgende Hydrierung und Kreuzkupplung. Für c’ wurde Allylalkohol 

(#285) DMAP-katalysiert zu 1-TBSO-2-propen (#286) silyliert. 166 Die anschließende 

ozonolytische Spaltung der Doppelbindung in DCM / Methanol mit neutraler Aufarbeitung mit 

                                                           
166  THP als Schutzgruppe zeigte eine geringere Stabilität gegenüber Hydrierungen und lieferte auch in Pentan 

als Lösungsmittel Umacetalisierungsprodukte. Die Verwendung von Pd/C als Katalysator bewirkte im 

Gegensatz zu PtO2 eine partielle hydrogenolytische Abspaltung der TBDMSO-Schutzgruppe. 
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Dimethylsulfid lieferte 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal (#287) (27%, 2 Stufen) 

[CRIEGEE 1953, 1975; CHAUDHARY & HERNANDEZ 1979a,b; HEATH et al. 1980; KITAHARA et al. 1987; 

HUDLICKY et al. 1988, 1989]. Für das WITTIG-Salz d wurde 2-Methyl-1,3-propandiol (#172) im 

Zweiphasensystem aus wässriger Bromwasserstoffsäure und Cyclohexan zu 3-Brom-2-methyl-

1-propanol (#283) monobromiert. Durch Umsetzung mit Triphenylphosphin in Toluol wurde (3-

Hydroxy-2-methylpropyl)triphenylphosphoniumbromid (#284) erhalten [STOWELL & KEITH 1979; 

CHONG et al. 2000; KANDULA & KUMAR 2005]. Anschließend wurde das WITTIG-Salz (#284) mit n-

BuLi in THF deprotoniert und mit 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal (#287) olefiniert 

[FRANCKE et al. 2000b]. Das erhaltene Kupplungsprodukt (EZ)-5-TBSO-2-methylpenta-3-en-1-ol 

(#288) wurde an Platindioxid in Methanol zu (#289) hydriert 166 und anschließend zu 5-TBSO-2-

methyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan (#290) tosyliert (Schema 147) [KERN et al. 1925; 

NEWHALL 1958; COREY & VENKATSWARLU 1972: WHITE et al. 1981; DUFRESNE et al. 2000; OPPOLZER & 

FLACHSMANN 2001; SERRA et al. 2003].   

Das dem Baustein b entsprechende Diol (Md.1) wurde für die Konfigurationsaufklärung des 

Porotermes-Spurpheromons synthetisiert (s. F5.3.3). 

Anschließend wurde 5-TBSO-2-methyl-1-(p-TsO)pentan (#290) mit dem Grignard-Reagenz 

(#282) von Citronellylbromid in THF Cu(I)-katalysiert zu (4RS,8S)-1-TBSO-4,8,12-

trimethyltridec-11-en (#295) verknüpft. Die Hydroxyl-Gruppe wurde mit Tetra-n-

butylammoniumfluorid in THF desilyliert und (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol 

(#296) mit Pyridiniumchlorochromat (PCC) in DCM zu (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-enal 

(#297) oxidiert (79%, 2 Stufen) [COREY & SUGGS 1975; KITAHARA et al. 1987; TORI et al. 1995]. Zur 

Verlängerung des Aldehyds um zwei C-Atome wurde Triethylphosphonoacetat (#193) in DCM 

mit Kalium-tert-butanolat deprotoniert und bei -50 °C mit #297 zu (2EZ,6RS,10S)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester (#298) umgesetzt. Der Ester wurde mit einem 

(2E):(2Z)-Verhältnis von ca. 30:1 gebildet und mit DIBAlH in DCM chemoselektiv unter Bildung 

des (2E)-Produkts (vgl. T. turkestanica) zur Zielverbindung (2E,6RS,10S)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) reduziert (89%, 2 Stufen). Die zweite 

Zielverbindung, (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4), wurde daraus 

durch Oxidation mit PCC in DCM erhalten (44%) (Schema 147).    

Schema 147: Synthese von (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und  
(E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4);  
 mögliche enantioselektive Synthese bei Verwendung von (R)- bzw. (S)-#284. 
Bedingungen: i) LAH, Et2O, -20 °C bis RT 2 h;  

ii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM 0 °C bis RT 20 h;  
iii) LiBr, Aceton, RT 20 h;  
iv) HBr aq. 48%, CyHex, 80 °C, 14 h;  
v) PPh3, Tol, 110 °C, 72 h;   
vi) TBDMSCl, DMAP, TEA, DCM, 0 °C bis RT 16 h;  
vii) 1) O3, DMC / MeOH, -78 °C 1.5 h, 2) DMS, bis RT 2 h;  

★ 
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Schema 147: Synthese von (Hm.3) und (Hm.4), Fortsetzung Bedingungen: 
viii) 1) n-BuLi 2 eq., THF, -30 °C bis RT 1 h, 2) #287, -20 °C bis RT 20 h;   
ix) H2, PtO2, MeOH, RT 20 h;    
x) 1) Mg, I2, THF, RT 2 h, 2) CuI, THF, -90 °C, #290, bis RT 48 h;  
xi) TBAF, THF, RT 17 h;  
xii) PDC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 3 h;  
xiii) 1) TEPA (#193), KOtBu, DCM -50 °C bis RT 3 h, 2) -30 °C #297, bis RT 16 h; 
xiv) 1) DIBAlH, DCM, -40 °C bis RT 2 h, 2) -60 °C, MeOH, bis RT 1 h.  
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F5.3.2.4 Falsifikation der Postulate 

Die Massenspektren von synthetischem (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

(Hm.3) und synthetischem (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4) sind in 

Graphik 85 abgebildet. Beide sind jeweils nicht identisch mit den Spektren der Naturstoffe Hm.B 

bzw. Hm.A (Graphik 83).  
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Graphik 85: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von  
synthetischem (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und  
synthetischem (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4). 
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F5.3.3 Mastotermes darwiniensis und Porotermes adamsoni  

2-Methylpentan-1,5-diol 

Die in Australien beheimatete DARWIN-Termite, 

Mastotermes darwiniensis FROGGATT 1897, und die 

Australische Feuchtholztermite, Porotermes 

adamsoni FROGGATT 1897, sind beide niedere 

Termiten. M. darwiniensis ist die einzige rezente 

Art der evolutionsbiologisch ursprünglichsten 

Termitenfamilie Mastotermitidae. P. adamsoni 

gehört zur primitiven Familie Stolotermitidae mit 

nur 13 Spezies in zwei Gattungen. Die erdnistende 

M. darwiniensis bildet Kolonien, die auf Millionen 

von Individuen wachsen können (Abb. 51). Sie ist 

über den Norden des Kontinents verbreitet und richtet massive Schäden in der Landwirtschaft 

und an Gebäuden an. P. adamsoni lebt in den Wäldern im gemäßigten Süden Australiens. Sie 

bildet kleine „one piece“-Kolonien mit einigen hundert bis zu wenigen tausend Tieren in 

Baumstümpfen oder Fallholz von Eucalyptus spp. (seltener Pinus spp.), schädigt aber auch 

lebende Bäume [HOWICK et al. 1975; MENSA-BONSU 1976; WATSON et al. 1977; NKUNIKA 1988; 

THORNE 1997; GOODISMAN & CROZIER 2002; AHMED et al. 2004; ENGEL et al. 2009; BIGNELL et al. 2011; 

CABI 2019].  

In SPM-Extrakten der Sternaldrüsen von Pseudergaten von P. adamsoni und Arbeitern von 

M. darwiniensis wurde mittels GC/MS 2,3-Dihydronorfarnesol (Md.A) identifiziert (vgl. 2,3-

Dihydronorfarnesal, L-117, E.4.6). Durch verhaltensbiologische Tests wurde eine Funktion als 

Spurfolgepheromon nachgewiesen und durch Versuche mit synthetischen Isomeren für den 

Naturstoff (E)-Konfiguration bestimmt. Das (Z)-Isomer ist inaktiv [SILLAM-DUSSÈS 2004; SILLAM-

DUSSÈS et al. 2007].    

Zur Aufklärung der absoluten Konfiguration mittels enantioselektiver Gaschromatographie 

könnte enantiomerenreines 2-Methylpentan-1,5-diol als Vergleichssubstanzen dienen: Der 

Naturstoff würde durch Ozonolyse mit reduktiver Aufarbeitung in Sulcatol und 2-Methylpentan-

1,5-diol (Md.1) gespalten. Das Diol enthielte das Stereozentrum C2 mit der Konfiguration des 

Naturstoffs [vgl. SCHULZ et al. 2002] (Schema 148B).  

 

Abb. 51: M. darwiniensis, Arbeiter,  
Foto: [© CSIRO 2007]. 
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Schema 148: Synthese von (R)- und (S)-2-Methyl-1,5-pentandiol (Md.1), 
(gezeigt: Sequenz ausgehend von (R)-Citronellol, R-#279);  

Bedingungen: i) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM -20 °C bis RT 6 h; 
ii) NaI, Aceton, refl. 10 h;  
iii) NaOH, Triglykol, 110 °C 2 h;  
iv) 1) O3, DCM MeOH, -78 °C 15 min, 2) NaBH4, bis RT 30 min;   
iv) TFAA, DCM, -20 °C bis RT 30 min. 

2-Methylpentan-1,5-diol (Md.1) wurde sowohl (R)- als auch (S)-selektiv synthetisiert (vgl. 

Synthesen der Trishomotetrahydrofarnesol-Derivate Hm.3 und Hm.4). Dazu wurde (R)-(+)- bzw. 

(S)-(-)-Citronellol (#279) zu (R)- bzw. (S)-#280 tosyliert (Schema 147) und mit Natriumiodid in 

THF in (3R)- bzw. (3S)-1-Iod-3,7-dimethyl-6-octen (#291) umgewandelt [COHEN et al. 1983; 

TORI et al. 1995; ORGAN & WANG 2003]. Aus diesen wurden durch Eliminierung mit 

Natriumhydroxid in Triglycol (R)-(-)- bzw. (S)-(+)-Citronellen (3,7-Dimethylocta-1,6-dien) 

(#292) erhalten [ABBOTT 1932; SMITH & HOEHN 1941; Hine et al. 1955; SCHÄFER & ENDRES 1967; 

Schwetlick et al. 1993; PHUKAN et al. 2003]. Die Ozonolyse mit reduktiver Aufarbeitung der 

Ozonide lieferte unter Erhalt der Konfiguration (R)- bzw. (S)-Md.1 (41%, 3 Stufen von #280, 

Schema 148A) [NICOTRA et al. 1986; GRIESSER et al. 2000; LEHMANN 2001].  

Im Anschluss wurde versucht, die Enantiome mittels enantioselektiver GC zu trennen. Dazu 

wurden das Diol (Md.1) sowie dessen Bis(trimethylsilyl)- und Bis(tert-butyldimethylsily)-

Derivat, das Bisacetat, das Bis(trifluoracetat) (TFA), das Bis(heptafluorbutyrat) (HBF) und das 

Bis[(S)-O-acetyllactat] [DOOLITTLE & HEATH 1984; BEUGELMANS et al. 1996; BUISSON & AZERAD 1999; 

CANDELA LENA et al. 2001] an den optisch aktiven GC-Phasen Lipodex® G, Hydrodex® β-6TBDM 

und Lipodex® E getestet. Die besten Ergebnisse wurden mit dem freien Diol (Md.1) und mit 1,5-

Bis(trifluoracetoxy)-2-methylpentan (#294) erhalten unter Verwendung von Lipodex® E 

[Octakis-(3-O-butyryl-2,6-di-O-pentyl)-γ-CD, OV 1701 50%, 25 m, 0.25 mm i.d.: 70 °C bzw. 55 °C 

isotherm]: α = 1.061 bzw α = 1.016 (tr,(R):tr,(S)). Ein Vergleich mit den entsprechenden 

Naturstoffderivaten steht aus.  
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F5.3.4 Polydesoxypropionate 

F5.3.4.1 Strukturhypothese 

Das Massenspektrum von Hm.3 (Graphik 85) weist eine deutlich höhere Ähnlichkeit mit dem 

Spektrum des Naturstoffs Hm.B (Graphik 83) auf als das Spektrum von Hm.1 (Graphik 84). Das 

Intensitätenverhältnis von m/z 109 und m/z 123 bei Hm.3 ähnelt dem bei Hm.B. Auch zeigen 

beide ein intensiveres Ion m/z 83 und eine geringere Intensität von M+ -C3H7 als Hm.1. Das 

Syntheseprodukt Hm.3 spaltet wie der Naturstoff und im Gegensatz zu Hm.1 Wasser und 

anschließend Methyl ab.  

Der Aldehyd Hm.4 (Graphik 85) zeigt im Bereich niedriger Massen eine ähnlich gute 

Übereinstimmung mit dem Naturstoff Hm.A (Graphik 83). Allerdings eliminiert auch er Wasser, 

der Naturstoff dagegen nicht. Zudem bilden die Syntheseprodukte, anders als der jeweilige 

Naturstoff gleicher Masse, intensive geradzahlige Fragmente m/z 82 (Hm.3) und m/z 180 (Hm.4). 

Die charakteristischen Fragmente des Naturstoffs Hm.A m/z 140 und 222 fehlen jedoch bei Hm.4. 

Bei beiden synthetischen Verbindungen zeigen die zentralen Bereiche der Spektren deutliche 

Abweichungen von den Naturstoffspektren.   

Dies könnte auf ein nichtterpenoides Verzweigungsmuster hindeuten. Hingegen erschien die 

Sättigung an C9-C10 richtig. Wegen der guten Übereinstimmung bei hohen Massen von 

Allylalkohol Hm.3 und Naturstoff Hm.B wurde an diesem Strukturelement festgehalten. Daher 

wurden abweichend vom Farnesol-Typ (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) 

und (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6) als mögliche Strukturen vorgeschlagen 

(Schema 149). 

Schema 149: (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) und (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-
2,13-dienal (Hm.6): Strukturvorschläge mit propanogeninem Verzweigungstyp für die 
Sexualpheromonkomponenten von H.mossambicus-♀♀.  

Diese besitzen mit den Methylverzweigungen an C8 und C10, ähnlich wie die bei Männchen 

von Archotermopsidae identifizierten 4,6-dimethyl-verzweigte Spur- und Sexualpheromone 

(z.B. 4,6-Dimethyldodecanal, L-164, s. E.4.6), ein propanogenines Strukturelement (vgl. auch 

T. turkastanica). 
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F5.3.4.2 Retrosynthese und Syntheseplanung 

Der retrosynthetische Ansatz zur Darstellung von (E)-6,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-

1-ol (Hm.3) lässt sich auf die Syntheseplanung von (E)-8,10,14-trimethylpentadeca-2,13-dien-1-

ol (Hm.5) übertragen. Entsprechend würde die Allylalkohol-Gruppe am Ende der Sequenz durch 

HWE-Reaktion mit c eingeführt. Der Trimethyltridecyl-Rest a ließe sich um die zentrale 

Glutaryl-Einheit abbauen (vgl. T. turkastanica) oder durch Bruch der Bindung C9-C10 in Sulcatyl 

e und 1,7-funktionalisiertes 2-Methylheptyl-Synthon b spalten. Ein entsprechender Baustein 

lässt mit dem bekannten WITTIG-Reagenzes d aufbauen. Die Sulcatol-Route bietet die 

Möglichkeit zur Stereokontrolle an C8 und C10 unter Verwendung enantiomerenreiner 

Bausteine e und d (Schema 150). 

Schema 150: Retrosynthese zur Darstellung von (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) und 
(E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6);  
U = MgBr oder OTs mit V = OTs oder MgBr;  P = PPh3 bzw. WITTIG-analog. 

F5.3.4.3 Synthese 

Zum Aufbau des zentralen Bausteins b wurde zunächst 1,4-Butandiol (#299) durch 

Deprotonierung mit 1 eq. n-BuLi in THF und anschließende Umsetzung mit TBDMSCl zum 

Monosilylether, 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butan-1-ol (#300), regiodifferenziert 

[GNÄDIG et al. 2001]. Nach Oxidation mit PCC in DCM zu 4-TBSO-butanal (#301) wurde durch 

WITTIG-Reaktion mit (3-Hydroxy-2-methylpropyl)triphenylphosphoniumbromid (#284, s. 

Schema 147) in THF das Olefinierungsprodukt (2RS,3EZ)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-

methylhept-3-en-1-ol (#302) erhalten (3E:3Z 1:1). Die anschließende Hydrierung an PtO2 in 

Methanol lieferte (2RS)-7-TBSO-2-methylheptan-1-ol (#303) (19%, 4 Stufen) (Schema 151).  
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Schema 151: Synthese von (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) und (E)-8,10,14-
Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6);  
Bedingungen: i) 1) n-BuLi 1 eq., THF, -20 °C bis RT 2 h, 2) TBSCl, RT 16 h;  

ii) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 3 h;   
iii) 1) n-BuLi 2 eq., THF, -30 °C bis RT 2 h, 2) #296, -25 °C bis RT 18 h;    
iv) H2, PtO2, MeOH, RT 6 h;     
v) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM 0 °C bis RT 14 h;   
vi) LiBr, Aceton, RT 20 h.   
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Um beide Varianten der Cu(I)-Kupplung zu testen, wurde #303 DMAP-katalysiert mit 

Tosylchlorid zu (2RS)-7-TBSO-2-methyl-1-(p-tosyloxy)heptan (#304) tosyliert. Ein Teil des 

erhaltenen Produkts wurde mit Lithiumbromid in Aceton in das Bromid (#305) umgewandelt.  

Als Kupplungspartner wurde Sulcaton (#307) mit Lithiumaluminiumhydrid in Diethylether zu 

racemischem Sulcatol (#308) reduziert. Dieses wurde wegen der geringeren Reaktivität 

sekundärer Substrate [FOUQUET et al. 1974; SCHLOSSER 1974] mit Mesylchlorid und TEA als 

Säurefänger in DCM in (2RS)-2-Mesyloxy-6-methylhept-5-en (#309) umgewandelt (91%, 2 

Stufen). Versuche zur direkten Bromierung von Sulcatol (#308) mit Bromwasserstoffsäure, 

Phosphortribromid oder Triphenylphosphindibromid lieferten überwiegend Eliminierungs- und 

Dimerisierungsprodukte. Daher wurde ein Teil von Mesylat #309 mit Lithiumbromid zu (2RS)-2-

Brom-6-methylhept-5-en (#310) bromiert (88%) [WILEY et al. 1964a,b; SONNET et al. 1987; 

SANDRI & VIALA 1992; STEINREIBER et al. 2001; SINGH et al. 2002; VOGELSANG & BORSCHBERG 2003].  

Zunächst wurde die Cu(I)-katalysierte Kupplung des GRIGNARD-Reagenzes (#306) von (6RS)-

7-Brom-1-TBSO-6-methylheptan mit Sulcatylmesylat (#309) durchgeführt. Das Kupplungs-

produkt (6RS,8RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,8,12-trimethyltridec-11-en (#312) wurde 

jedoch nur mit einer Ausbeute von 15% (GC) erhalten. Die Reaktion würde bei Verwendung 

enantiomerenreinen Sulcatols das Produkt #312 unter Inversion an C2 (C8 in #312) bilden (s. 

Anh. G.3.1). Racemisches Sulcatylbromid (#310) dagegen lässt sich auch als GRIGNARD-Reagenz 

einsetzen (Stereozentren racemisieren unter den radikalischen Bedingungen der Metallierung) 

[KITAHARA et al. 1984; LIS et al. 2002]: Durch Cu(I)-katalysierte Kupplung von #311 mit (2RS)-7-

TBSO-2-methyl-1-(p-TsO)heptan (#304) in THF und anschließende Deblockierung mit TBAF in 

THF wurde (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol (#313) mit einem Diastereomeren-

verhältnis drsyn:anti = 1:1 (81%, 2 Stufen) erhalten. Der Alkohol wurde mit PCC in DCM zu 

(6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#314) oxidiert. Zur HWE-Olfinierung wurde 

Triethylphosphonoacetat (#193) in DCM mit Kalium-tert-butylat deprotoniert und bei -50 °C mit 

#314 zu (2E)-konfiguriertem (GC, NMR) Ethyl-(8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-

dienoat (#315) umgesetzt (57%, 2 Stufen) [WADSWORTH & EMMONS 1961, 1965; 

KITAHARA et al. 1988]. Die Reduktion des α,β-ungesättigten Esters mit DIBAlH in DCM lieferte den 

Ziel-Allylalkohol (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) mit 84%iger 

Ausbeute. Daraus wurde der Aldehyd (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal 

(Hm.6) durch Oxidation mit PCC in DCM dargestellt (55%) (Schema 151).   

Schema 151: Synthese von (Hm.5) und (Hm.6), Fortsetzung;  
Bedingungen: vii) LAH, Et2O, -20 °C bis RT 17 h;  

viii) MsCl, TEA, DCM -40 °C 2 h;    
ix) 1) Mg, C2H4Br2, THF, RT 2 h, 2) CuI, THF, -90 °C, #304 bzw. #309 bis RT 48 h;  
x) TBAF, THF, RT 17 h;   
xi) 1) TEPA (#193), KOtBu, DCM -78 °C bis RT 2 h, 2) -30 °C #314, bis RT 16 h;  
xii) 1) DIBAlH, DCM, -70 °C bis RT 3 h, 2) -78 °C, MeOH, bis RT 1 h;   

mögl. enantioselektive Synthese bei Verwendung von (R)- bzw. (S)-#284 und (R)- bzw. (S)-#308. ★ 
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F5.3.4.4 Falsifikation der Postulate 

Die Massenspektren von synthetischem (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-

dien-1-ol (Hm.5) und synthetischem (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal 

(Hm.6) sind in Graphik 86 gezeigt.  
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Graphik 86: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von  
synthetischem (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) und  
synthetischem (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6). 
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Beide sind nicht identisch mit den Naturstoffen Hm.B und Hm.A (Massenspektren s. 

Graphik 83). 

Die Massenspektren von Hm.5 und Hm.6 ähneln stark den Spektren von 6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) und 6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4). 

Der Alkohol Hm.5 bildet ebenso wie Hm.3 aber anders als Hm.B ein charakteristisches Fragment 

m/z 82. Hingegen sind m/z 109, 151 und 177 weniger intensiv als bei dem Naturstoff. Das 

Spektrum des Aldehyds Hm.6 zeigt neben m/z 82 und 180 wie Hm.4 die geradzahligen Signale 

m/z 110 und 194, jedoch nicht m/z 140, 179, 193 und 222 wie der Naturstoff Hm.A. 
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F5.3.5 Coptotermes formosanus - Methylheptacosane 

Die Formosa-Termite, C. formosanus 

SHIRAKI 1909 (Rhinotermitidae), gehört zu den 

bodennistenden, holzfressenden Arten und hat 

sich aus Südchina stammend global ausgebreitet 

(Abb. 52). Sie bildet Kolonien mit bis zu mehreren 

Millionen Individiuen und ist eine der ökonomisch 

bedeutendsten Schadspezies 

[SU & SCHEFFRAHN 1998; LEWIS et al. 2000; GENTZ 

et al. 2008; ROULAND-LEFÈVRE 2011; CHOUVENC 

et al. 2016; KHAN & AHMAD 2018].  

Im Gegensatz zu anderen untersuchten Arten enthalten die cuticularen Lipide von 

C. formosanus keine Olefine sondern überwiegend Methyl-verzweigte Alkane. Hier dominieren 

ungeradzahlige Ketten und ungerade Verzweigungspositionen. Hauptkomponenten sind Penta-, 

Hepta- und Nonacosane mit Methyl-Gruppen in den Positionen (2,) 3, 9, 11, 13 und 15. 

Unterschiedliche relative Mengenverhältnisse dieser Substanzen in der Cuticula ermöglichen die 

Kastenerkennung [HAVERTY et al. 1990, 1996, 2000]. Dabei ist nicht geklärt, ob die Tiere in der 

Lage sind, Enantiomere bzw. Diastereomere zu unterscheiden. Zudem gibt es bisher keine 

chromatographische Analysemethode zur Konfigurationsbestimmung [KÖNIG 1992; DOOLITTLE 

et al. 1995; FRANCKE et al. 2000b]. Drehwerte der Reinsubstanzen könnten hier Hinweise liefern. 

Bei allen C. formosanus-Kasten gehören 3-Methylheptacosan (Cf.A), 11-Methylheptacosan (Cf.B) 

und 13-Methylheptacosan (Cf.C) zu den Hauptkomponenten der cuticularen Monomethylalkane. 

Synthetische Enantiomere sollten Biotests ermöglichen und als analytische Referenzen dienen.  

Zur enantioselektiven Synthese von (R)- bzw. (S)-3-Methylheptacosan (Cf.1) wurde analog 

der „Chiral Pool“-Synthese von Md.1 (Schema 148) (S)- bzw. (R)-Citronellyltosylat (#280) mit 

LAH in Diethylether desoxygeniert und erhaltenes (6S)- bzw. (6R)-2,6-Dimethyloct-2-en (#319) 

ozonolytisch zu (4R)- bzw. (4S)-4-Methylhexanal (#320) gespalten (50% bzw. 32%, 4 Stufen von 

#278) [GAYLORD 1956; CRIEGEE 1975; HEATH et al. 1980; HUDLICKY et al. 1988; BARRETT et al. 1996; 

HAGIWARA et al. 2000; TABER & MALCOLM 2001]. Die Aldehyde wurden durch WITTIG-Olefinierung 

mit Henicosyl-TPPBr (#322) zu (3R)- bzw. (3S)-3-Methylheptacos-6-en (#323) verlängert. Deren 

katalytische Hydrierung an Pd/C in Pentan liefert die Zielverbindungen (3R)- bzw. (3S)-Cf.1 mit 

41%iger bzw. 16%iger Ausbeute (3 Stufen) (Schema 152).  

Zur (S)- bzw. (R)-enantioselektiven Synthese von 11-Methylheptacosan (Cf.2) und 13-

Methylheptacosan (Cf.3) wurden ausgehend von (R)-Citronellal (#278) zwei chirale Bausteine, a 

und b, dargestellt und unter Kombinationen verschiedener Schutz- und Abgangsgruppen als 

zentrale Edukte für nachfolgende Kettenverlängerungsschritte getestet (Schema 153). 

Abb. 52: C. formosanus, Arbeiter und 
Soldaten, Foto: [© BAUER 2003b]. 
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Schema 152: Synthese von (R)- und (S)-3-Methylheptacosan (Cf.1), (gezeigt: Sequenz via  
(R)-Citronellyltosylat, R-#280, zur Darstellung des (S)-Enantiomers);  

Bedingungen: i) LAH, Et2O, -20 °C bis RT 16 h; 
ii) 1) O3, Na2CO3, DCM/MeOH 5:1; -78 °C, 2) DMS, bis RT 2 h; 
iii) PPh3, Na2CO3, Tol, refl. 86 h; 
iv) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min, 2) #320, -40 °C bis RT 20 h; 
v) H2 15 bar, Pd/C, Pentan, 12 h. 

Für a wurde zunächst die Hydroxyl-Gruppe von (R)-Citronellol (#279) als TBDMS-Ether 

blockiert und #324 durch Ozonolyse und Aufarbeitung mit DMS zu (4R)-6-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-4-methylhexanal (#325) gespalten (71%, 3 Stufen). Für b wurde 1,6-

Hexandiol (#326) mit Natriumhydrid deprotoniert und mit Essigsäureanhydrid monoacetyliert 

[ZIMMERMANN & SCHISSEL 1986; GENET et al. 1993; RÖTTGER & WALDMANN 2006]. Anschließend 

wurde 6-Acetoxyhexan-1-ol (#327) mit Tetrabrommethan / Triphenylphosphin zu 1-Acetoxy-6-

bromhexan (#328) bromiert [HOOZ & GILANI 1968; APPEL 1975; THEIL et al. 1985; 

ZORETIC et al. 1996; FILLION & DUMAS 2008] und mit Triphenylphosphin in Toluol in (6-

Acetoxyhexyl)triphenylphosphoniumbromid (#329) umgewandelt (19%, 3 Stufen). Dieses 

wurde mit #325 unter Verwendung von DMPU als Cosolvens zu (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-TBSO-

10-methyldodec-6-en (#330) olefiniert [MUKHOPADHYAY & SEEBACH 1982].  

Die Substitution durch Cu(I)-katalysierte Kreuzkupplung mit Acetat als Abgangsgruppe (bei 

#330 bzw. #336, Schema 153) gelang selbst mit Methylmagnesiumbromid nur mit schlechten 

Ausbeuten (von 1-TBSO-3-methyltridec-6-en, #340, bzw. 1-BnO-3-methyltridec-6-en, #341; s. 

Schema 154A) [SCHLOSSER 1974]. Auch wurde #327 in Folge von Umesterungen, anders als bei 

der Regiodifferenzierung von Diolen durch Silylierung (s. Synthese von #275 und #300), 
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entsprechend der statistischen Verteilung mit Ausbeute < 50% erhalten. Die Deprotonierung des 

WITTIG-Salzes #329 mit n-BuLi als Base führte zudem zu partieller Hydrolyse des Acetats. 

Schema 153: Synthese der zentralen Intermediate, a und b, zur (R)- und (S)-selektiven Darstellung von 11- 

und 13-Methylheptacosan (Cf.2 und Cf.3);  
Bedingungen: i) 1) NaH, THF 0 °C bis RT 2 h, 2) Ac2O, 0 °C bis RT 16 h;  

ii) PPh3, CBr4, Et2O, 0 °C bis RT 14 h;   
iii) PPh3, ACN, NaCO3, refl. 65 h;  
 HBr aq. 48%, CyHex, 80 °C, 48 h;  
iv) TBDMSCl, DMAP, Im, DCM, -10 °C bis RT 16 h;  
v) 1) NaH, THF, 0 °C bis RT, 1 h, 2) BnBr, RT, 12 h;  
 1) n-Buli, THF, -20 °C bis RT 2 h, 2) BnBr, n-Bu4NI, RT 10 h;  
vi) 1) O3, Na2CO3, DCM/MeOH 5:1; -78 °C, 2) DMS, bis RT 2 h;  
vii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min, 2) #325 / #335, -40 °C bis RT 16 h; 
viii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM 0 °C bis RT 20 h.  

Daher wurde zur Verlängerung von Baustein a 1,6-Hexandiol (#326) monobromiert und 

6-Bromhexan-1-ol (#331) in 6-Hydroxyhexyl-TPPBr (#332) umgewandelt (47%, 2 Stufen) 

[CHONG et al. 2000; VALENTINE & HILLHOUSE 2003; KANDULA & KUMAR 2005]. Außerdem wurde (R)-

Citronellol (#279) anstelle von TBDMS als Hydrogenolyse-labiler Benzylether geschützt (3R-1-

Benzyloxy-3,7-dimethyloct-6-en, #334) [PATEL et al. 1986]. Dessen Ozonolyse lieferte (4R)-6-

Benzyloxy-4-methylhexanal (#335) (66%, 3 Stufen). Das Phosphonium-Salz #332 wurde mit 2 eq. 

n-BuLi deprotoniert und mit #335 zu (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyldodec-6-en-1-ol (#337) 

umgesetzt. Dieses wurde mit p-Tosylchlorid zu (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-

tosyloxy)dodec-6-en (#338) verestert (38%, 2 Stufen) [FRANZISKET & HEESING 1992].    
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Schema 154: Enantioselektive Synthese von 11- und 13-Methylheptacosan durch Differenzierung von 
(6EZ,10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en (#338):    
A: (R)-11-Methylheptacosan (R-Cf.2);  

Bedingungen: i) 1) Mg, I2, THF, RT 2 h, 2) CuI, THF, -90 °C, #338, bis RT 48 h;  
ii) H2 60 bar, Pd/C, Pentan, 18 h 
iii) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 2 h;  
iv) PPh3, Tol, refl. 84 h; 
v) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min, 2) A: #343, -40 °C bis RT 16 h; 
vi) H2 40 bar, Pd/C, Pentan, RT 4 h.     

Zur Synthese von (S)-konfiguriertem 11-Methylheptacosan wurde ausgehend von dem 

zentralen Baustein b zunächst die kürzere Seite des Zielmoleküls durch Cu(I)-Kupplung mit 

Methylmagnesiumbromid (#339) aufgebaut. Die Reaktion von (10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-

tosyloxy)dodec-6-en (#338) mit Tosylat als Abgangsgruppe lieferte eine höhere Ausbeute (90%) 

als die von #330 bzw. #336 mit Acetat als LG (s. H.6.7.4). Anschließend wurde die durch WITTIG-

Olefinierung geknüpfte Doppelbindung von (6EZ,3R)-1-BnO-3-methyltridec-6-en (#341) 

katalytische an Pd/C hydriert und gleichzeitig die Benzyl-Schutzgruppe abgespalten 

[CONNOR & ADKINS 1932; RYLANDER 1976]. Nach Oxidation des Alkohols #342 mit PCC zu (3R)-3-

Methyltridecanal (#343) wurde die längere Molekülseite durch WITTIG-Reaktion mit n-

Tetradecyl-TPPBr (#345) aufgebaut [REITZ et al. 1986]. Die abschließende Hydrierung von 
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(10EZ,13R)-13-Methylheptacos-10-en (#346) an Pd/C lieferte die Zielverbindung (R)-11-

Methylheptacosan (R-Cf.2) (48% 5 Stufen) (Schema 154A).   

Die Synthese von (S)-11-Methylheptacosan (S-Cf.2) wurde nicht auf diesem Weg, sondern 

gemäß Schema 156 durchgeführt. 

 

Schema 154, Fortsetzung:  B: (R)-13-Methylheptacosan (R-Cf.3), und   

  C: (S)-13-Methylheptacosan (S-Cf.3). 
v) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min,  2)  B: #349, -40 °C bis RT 16 h; 
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Zur Synthese von (R)- und (S)-13-Methylheptacosan (R- und S-Cf.3) wurde dasselbe zentrale 

Intermediat, R-#338, differenziert: für das (R)-Enantiomer wurde analog zu R-Cf.2 durch 

Kreuzkupplung zunächst die kürzere Molekülseite mit n-Propylmagnesiumbromid (#20), für S-

Cf.3 dagegen als erstes der längere Zweig mit n-Pentylmagnesiumbromid (#87) aufgebaut. Die 

Kupplungsprodukte (3R)-1-BnO-3-methylpentadec-6-en (#347) bzw. (3R)-1-BnO-3-

methylheptadec-6-en (#353) wurden hydriert, die erhaltenen Alkohole (3R)-3-

Methylpentadecan-1-ol (#348) bzw. (3R)-3-Methylheptadecan-1-ol (#354) zu den Aldehyden 

#349 bzw. #355 oxidiert und diese mit n-Dodecyl-TPPBr (#351) bzw. n-Decyl-TPPBr (#357) 

verlängert. Durch Hydrierung von (R)-13-Methylheptacos-15-en (#352) bzw. (R)-13-

Methylheptacos-10-en (#358) wurden R-Cf.3 bzw. S-Cf.3 mit einer Ausbeute von 45% bzw. 25% 

erhalten (6 Stufen) (Schema 154B und C).  

Zwar lieferten die Cu(I)-Kupplungen gute Ausbeuten von ca. 90%, die Verknüpfung der 

verschiedenen C6-Komponenten zu Baustein b (Schema 153) konnte jedoch nicht zu Ausbeuten 

über ca. 20% optimiert werden. Daher wurde (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (#335) als 

Zentralbaustein für Sequenzen aus zwei WITTIG-Verlängerungen eingesetzt [CAINE et al. 1988; 

HAGIWARA et al. 2000]. Zur Synthese von (R)-11-Methylheptacosan (R-Cf.2) und (R)-13-

Methylheptacosan (R-Cf.3) wurde #335 mit n-Heptyl-TPPBr (#129, s. T. ekebladella) bzw. n-

Nonyl-TPPBr (#360, s. Yucca) zu den bekannten (3R)-1-BnO-3-methylalkenen #341 bzw. #347 

olefiniert. Aus diesen wurden wie in Schema 154 beschrieben die Zielverbindungen mit 

Gesamtausbeuten von 24% (11R-Cf.2) bzw. 35% (13R-Cf.3) (7 Stufen von #335) dargestellt 

(Schema 155).     

Zur Darstellung von (S)-11-Methylheptacosan (S-Cf.2) und (S)-13-Methylheptacosan (S-Cf.3) 

wurde (R)-3-Hydroxy-2-methylpropyl-TPPBr (R-#284) mit n-Nonanal (#361) bzw. n-Undecanal 

(#369) zu (S)-2-Methyldodec-3-en-1-ol (#362) bzw. (S)-2-Methyltetradec-3-en-1-ol (#370) 

olefiniert (vgl. Synthese von Hm.5 und Hm.6; Schema 151) [FRANCKE et al. 2000b]. Die jeweilige 

katalytische Hydrierung der geknüpften Doppelbindung an Pd/C lieferte (S)-2-Methyldodecan-

1-ol (#363) bzw. (S)-2-Methyltetradecan-1-ol (#371). Um eine Racemisierung an C2 

auszuschließen, wurden die Alkohole in (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)dodecan (#364) bzw. (S)-2-

Methyl-1-(p-TsO)tetradecan (#372) umgewandelt. Tosylat #364 wurde Cu(I)-katalysiert mit 

Pentadecylmagnesiumbromid (#368) zu R-Cf.2 (12% 4 Stufen) gekuppelt [KITAHARA et al. 1986]. 

Pentadecylbromid (#367) wurde aus 1-Hexadecen (#365) durch Ozonolyse / Reduktion mit 

NaBH4 und Bromierung von 1-Pentadecanol (#366) mit PPh3����Br2 dargestellt (65%, 2 Stufen) 

[WILEY et al. 1964b; SCHWARZ et al. 1975; SONNET et al. 1987]. Die Kreuzkupplung von #372 mit n-

Tridecylmagnesiumbromid (#374) lieferte R-Cf.3 (23%, 4 Stufen) (Schema 156).    
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Die 70 eV-Massenspektren von 3-Methylheptacosan (Cf.1), 11-Methylheptacosan (Cf.2) und 

13-Methylheptacosan (Cf.3) sind in Graphik 87 gezeigt.  

Für die synthetischen Enantiomere wurden folgende Drehwerte gemessen.  

Spezifische Drehung: (S-Cf.1):    = +3.0°   (c = 0.5, CHCl3)  

(R-Cf.1):    = -3.2°   (c = 4.4, CH2Cl2)  

(R-Cf.2):    = -13.5° (c = 0.46, CHCl3) 

(R-Cf.3):    = -18.2° (c = 0.50, CHCl3) 

Angesichts eines gleichen Drehsinns der Enantiomere gleicher absoluter Konfiguration 

könnten chiroptische spektroskopische Methoden klären, ob die Tiere stereochemisch 

einheitliche Gemische produzieren. Die Syntheseprodukte wurden bisher nicht in 

Verhaltenstests auf ihre biologische Aktivität untersucht. 

Schema 155: Enantioselektive Synthese von (11R)- und (13R)-Methylheptacosan durch Differenzierung von 
(4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (R-#335):    
A: (R)-11-Methylheptacosan (R-Cf.2)  und   B: (R)-13-Methylheptacosan (R-Cf.3).   
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Schema 155 Bedingungen: 
i) PPh3, Tol, refl. 48 h; 
ii) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min, 2) #335, -40 °C bis RT 16 h; 
iii)  H2 60 bar, Pd/C, Pentan, 18 h 
iv) PCC, Molsieb 4 Å, DCM, -20 °C bis RT 2 h;  
v) 1) n-BuLi, THF, -40 °C - RT 30 min,   2) A: #343; B: #349 -40 °C - RT 16 h;  
vi) H2 40 bar, Pd/C, Pentan, RT 4 h.    

Schema 156:  Enantioselektive Synthese (13S)- und (11S)-Methylheptacosan durch Differenzierung von (R)-
3-Hydroxy-2-methylpropyl-TPPBr (#284):  

A: (S)-11-Methylheptacosan (S-Cf.2)  und   B: (S)-13-Methylheptacosan (S-Cf.3). 
Bedingungen: i) 1) n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 30 min,  2) A: #361; B: #369 -40 °C bis RT 16 h,  

ii) H2 60 bar, Pd/C, Pentan, 18 h 
iii) p-TsCl, DMAP, TEA, DCM 0 °C bis RT 20 h;  
iv) 1) O3, DCM MeOH, K2CO3, -78 °C 2 h, 2) NaBH4 (5 eq.), bis RT 12 h;   
v) 1) PPh3 Br2,DCM, 0 °C, 2) #366, RT 16 h;   
vi) 1) Mg, I2, THF, RT 2 h,   2) CuI, THF, -90 °C,  A: #364; B: #372 bis RT 48 h.  

O

9

R-Hm.25

Hm.106

A

i

S

TsO

11S

27

Hm.109

S-Cf.2

11

S

HO

O

13S

Br

14

13

27

Hm.105 Hm.101

Hm.102

S-Cf.3

B

i

vi

ii, iii

vi

S

HO
12

Hm.107

ii, iii

R-Hm.25

R

PPh3 BrHO

ω13

ω11
iv, v

Hm.xx

15

Br
Hm.110

#364 

R-#284 

S-Cf.2 

S-Cf.3 

#369 

#370 

#373 

#367 

#361 

#362 

R-#284 

#365 



Coptotermes formosanus - Methylheptacosane F5.3.5 

 

451 

 

Graphik 87: 70 eV-Massenspektren von 3-Methylheptacosan (Cf.1), 11-Methylheptacosan (Cf.2) und 

13-Methylheptacosan (Cf.3).  
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F5.4 Gaschromatographische Analyse eines H.mossambicus-Naturextrakts 

Im Anschluss an die Darstellung von Hm.1 bis Hm.6 konnte ein Naturextrakt von 

Sternaldrüsen von H. mossambicus-Männchen gaschromatographisch-massenspektrometrisch 

untersucht werden. 

Der Extrakt enthielt Ölsäure als Hauptkomponente, zudem Fettsäureester, Cholesterol sowie 

unverzweigte Alkane und Alkene, besonders der Kettenlängen C25 bis C30. Als 

Spurenkomponente konnte die Verbindung Hm.A gefunden werden. Die Zuordnung von Hm.B 

war wegen der sehr geringen Konzentration unsicher.  

Unter Verwendung zweier verschieden polarer stationärer gaschromatographischer Phasen 

(VF-WAXms und HP-5ms) wurden die Retentionsindices für den Naturstoff Hm.A, für die 

Syntheseprodukte Hm.1 bis Hm.6 (Tab. 23) sowie für einige bekannte, strukturverwandte 

Verbindungen bestimmt (Tab. 24). Der auf einer WAX-Phase gemessene Retentionsindex stimmt 

gut mit dem von C. Bordereau bestimmten Wert überein. Es zeigte sich, dass die unbekannten 

H. mossambicus-Substanzen deutlich früher eluieren als alle synthetischen Strukturpostulate 

Tab. 23). 

Verbindung RI (HP-5) RI (VF-WAX) Verh. Formel M+ 

 Isom. 1 Isom. 2 Isom. 1 Isom. 2    

Hm.A 1765  2019 2015 1)   264 
Hm.B 1851 2)  2) 2205 1)   266 

Hm.2 1902 1930   26:74 C18H34O 264 
Hm.1 3) 1963 1990 2524 2563 33:67 C18H34O 266 
Hm.4 3) 1973 ?  2427 83:17? C18H34O 264 
Hm.3 3)  1970 2545 2554 5:95 C18H34O 266 
Hm.6 4) 1951 1965 2395 2412 47:53 C18H34O 264 
Hm.5 4) 1950 1964 2519 2535 46:54 C18H34O 266 

Tab. 23: Gaschromatographische Retentionsindices RI der Naturstoffe Hm.A und Hm.B sowie der 
Syntheseprodukte Hm.1 bis Hm.6 unter Verwendung unterschiedlich polarer stationärer 
Phasen:  HP-5ms, 60 m (50/3-3-80-5-150-7.5-300/23) und VF-WAXms 60m (50/3-3-80-5-
150-8-250/15.5).  
1) Bordereau, DB-WAX 40-5-240;   2) ID unsicher;   3) E/Z-Isomere;   4) Diastereoisomere 
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F5.5 Diskussion und Perspektive 

Die beobachtete massenspektrometrische Fragmentierung der Syntheseprodukte lässt sich 

anhand ihrer Struktur gut interpretieren. Bei Hm.1 entstehen aus dem Molekülion 

resonanzstabilisierte Kationen: m/z 223 durch Verlust von C3H7
⋅⋅⋅⋅ aus dem ungesättigten 

Molekülteil und m/z 123 durch Verlust von C9H19O⋅⋅⋅⋅. Bei Hm.3 und Hm.5 begünstigt die allylische 

Doppelbindung die Abspaltung von Wasser. Die Aldehyde Hm.4 und Hm.6 bilden m/z 83 (C5H7O+) 

nach Übertragung eines H-Atoms durch Bruch der Bildung C5-C6, was bei Hm.4 durch die 

Methyl-Gruppe an C6 erleichtert wird. Dagegen begünstigt bei Hm.6 die Methylgruppe an C8 die 

Bildung von m/z 110. Das Fragment m/z 180 entsteht bei beiden vermutlich durch Bruch von 

C10-C11, bei Hm.4 eventuell auch aus dem Tetrahydrofarnesyl-Rest (C13H24
+) (Schema 157).  

Schema 157: Interpretation der massenspektrometrischen Fragmentierungen am Beispiel von (E)-6,10,14-
Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol (Hm.1), (E)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) 
und (E)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6).  

Hingegen lassen die Massenspektren der unbekannten Naturstoffe besonders wegen der 

wenig spezifischen Fragmentierung von Terpenen kaum Rückschlüsse auf ihre Strukturen zu. 

Zumal auch strukturell sehr verschiedene Terpene sehr ähnlich Spektren liefern können (z.B. E-

β-Farnesen, Ca.C, s. C. albicans, und trans-β-Bergamoten, L-174). Auch die Massenspektren von 

(E,E)-Farnesol (Ca.B, C. albicans) und (E,E)-Farnesylacetat (L-176) sind nahezu identisch 

(Graphik 88). 

Die Retentionsindices (RI) können hier ein zusätzliches Kriterium bieten. Besonders 

zwischen strukturverwandten Verbindungen lassen sich relative Werte abschätzen (Tab. 24). Bei 

gleicher Summenformel und Funktionalisierung führt eine Methylverzweigung auf beiden 

Phasen zu einer negativen Verschiebung von ungefähr ΔRI ≈ 45 (s. Pristan, L-175), eine 

zusätzliche Unsättigung auf einer unpolaren zu einer geringen negativen, auf einer polaren 

Phase zu einer positiven Verschiebungvon ca. ΔRI ≈ 45 (s. T. turkestanica) [LUBECK & 
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SUTTON 1983; KHORASHEH et al. 1989; VAN BEEK et al. 2000; MARQUES et al. 2000]. Dabei eluieren Z-

Isomere auf einer HP5-Säule ca. ΔRI ≈ 30 früher als die entsprechenden E-Isomere, auf einer 

WAX-Phase etwas später (s. Citral, L-171 und L-186, Farnesylacetat, L-176, und Nerolidol, Ca.D 

C. albicans und Yucca spp.). Aldehyde haben in der Regel auf beiden Phasen kleinere 

Retentionsindices als die jeweiligen Alkohole (HP5: ΔRI ≈ 70, WAX: ΔRI ≈ 260, s. Citronellal, #278 / 

Citronellol, #279). Abweichend davon eluieren α,β-ungesättigte Aldehyde auf HP5 ca. ΔRI ≈ 25 

später als die Allylalkohole (vgl. Geraniol, L-172 / Geranial, L-186, und Farnesol, #264 / Farnesal, 

#265), auf der WAX nur etwa ΔRI ≈ 100 früher. Für die Syntheseprodukte Hm.1 bis Hm.6 zeigt der 

Vergleich mit n-Octadecanal (Ao.F), n-Octadecanol (L-179), Linolyalkohol (#81, C18H34O, M+ 266) 

und Phytol (L-178), dass sie diesen Regeln der Größenordnung nach gehorchen.      

Graphik 88: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von  
A: (E)-β-Farnesen (Ca.C) C: (E,E)-Farnesol (Ca.B) 
B: trans-β-Bergamoten (L-174) D: (E,E)-Farnesylacetat (L-176), M+ = 264 (0.2%) 

Die Naturstoffe Hm.A und Hm.B können demnach wegen der beobachteten 

Retentionsindexunterschiede ΔRI ≈ 90 (HP5) bzw. ΔRI ≈ 190 (WAX) nicht α,β-ungesättigt sein. Die 

trimethyl-verzweigten Syntheseprodukte eluieren ca. ΔRI ≈ 100 (HP5) früher als die 

unverzweiten Analoga, die Naturstoffe Hm.A und Hm.B noch einmal um ΔRI ≈ 100 bzw. 200 
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früher. Auf der WAX beträgt der Unterschied zwischen den synthetischen Alkoholen und Hm.B 

mehr als ΔRI > 300, zwischen den Aldehyden und Hm.A mehr als ΔRI > 400 (Tab. 23).   

Diastereo- und E/Z-Isomere zeigen z.T. stark unterschiedliche Retentionsindices, z.B. 

Geranylaceton (Av.F, A. victrix und C. arabica), Farnesylaceton (L-177) oder Phytol (L-178) 

(Tab. 24 und Schema 158). Auch nimmt der Einfluss von Methyl-Verzweigungen mit sinkender 

Zahl sie trennender Methylen-Gruppen zu (s. Hm.5 und Hm.6). So eluieren die 2E-Isomere von 

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) (s. T. turkestanica) in einem Bereich von RI = 1742 (Z-

syn-syn) bis RI = 1793 (E-anti-anti, HP5). Es wäre also möglich, dass ein oder zwei zusätzliche 

Methyl-Verzweigungen Ursache für die niedrigen Retentionsindices sind. Aber auch (Z,Z)-

Farnesylaceton (Z,Z-L-177, C18H30O, M+ 262) und Farnesylacetat (L-176, C17H28O2, M
+ 264) eluieren 

etwa ΔRI ≈ 100 (HP5) früher als die Syntheseprodukte gleicher Masse und die tertiären Alkohole 

Linalool (L-8) und Nerolidol (Ca.D) ΔRI ≈ 160 früher als die Strukturisomere Geraniol (L-172) und 

Farnesol (Ca.B). Daher ist es sinnvoll, zunächst die grundlegenden Postulate zu dem 

Grundgerüst und den funktionellen Gruppen zu überprüfen.     

Verbindung # RI (Isom 1) RI (Isom 2) Formel M+ 

Sulcaton 
#307, Co.G, 

Av.E 988  C8H14O 126 

Linalool L-8 1101  C10H18O 154 

Citronellal #278 1156  C10H18O 154 

Citronellol #279 1231  C10H20O 156 

Citral 3) L-171, L-186 1246 1274 C10H16O 152 

Geraniol L-172  1258 C10H18O 154 

Geranylacetat L-173  1386 C12H20O2 196 

Geranylaceton 3) Av.F 1439 1548 C13H22O 194 

(E)-β-Farnesen Ca.C 1463  C15H24 204 

trans-β-Bergamoten L-174 1493  C15H24 204 

Nerolidol 3) Ca.D, Yu.X 1541 1570 C15H26O 222 

Pristan L-175 1707  C19H40 268 

(E,E)-Farnesol #264, Ca.B  1731 C15H26O 222 

(E,E)-Farnesal #265  1753 C15H24O 220 

(2E,6ZE)-Farnesylacetat 3) L-176 1823 1850 C17H28O2 264 

Farnesylaceton 3) L-177 
1878 
1905 

1907 
1932 

C18H30O 262 

Phytol 4) L-178 2095 2119 C20H40O 296 

n-Octadecanal Ao.F 2026  C18H36O 268 

Linolylalkohol #81 2062  C18H34O 266 

n-Octadecanol L-179 2089    

Methyllinoleat L-180 2100  C19H34O2 294 

Tab. 24: Gaschromatographische Retentionsindices RI von bekannten Naturstoffen als Referenzen 
(Strukturen s. Schema 158), HP-5ms, 60 m (50/3-3-80-5-150-7.5-300/23);  
3) E/Z-Isomere;   4) Diastereoisomere;      RI (E-syn-syn-Tt.5) = 1832 s. T. turkestanica. 
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Mikroderivatisierungen und anschließende GC/MS-Analysen könnten weitere Hinweise 

liefern: Die Reduktion von Hm.A mit LAH könnte das Vorliegen eines Aldehyds und eines 

gemeinsamen Kohlenstoff-Skeletts beweisen (oder widerlegen). Eine Hydrierung würde die Zahl 

der Doppelbindungsäquivalente liefern und zeigen, ob cyclische Strukturelemente vorliegen. 

Eine freie Hydroxyl-Gruppe bei Hm.B könnte durch Siliylierung derivatisiert werden. Und durch 

DMDS-Derivatisierung oder Ozonolyse ließe sich die Position der Doppelbindungen bestimmen 

(vgl. Yucca spp. und T. turkestanica). Voraussetzung hierfür wäre, angesichts der Komplexität 

der Drüsenextrakte, aber zumindest eine Anreicherung in einer Naturextraktfraktion. 

Schema 158: Strukturen terpenoider Naturstoffe, s. Tab. 24;  2,3-Dihydrofarnesylaceton (L-170): 
synthetisches Bisnordihydroditerpenoid [BHALERAO & RAPOPORT 1971].   

Wie das Beispiel der bisherigen Strukturvorschläge zeigt, ist für alle weiteren eine 

biosynthetische Plausibilitätsprüfung unerlässlich. Hydroterpene sind als Naturstoffe bei 

Pflanzen und Insekten (u.a. Hymenopteren, Heteropteren und Lepidopteren) bekannt, z.B. 

Phytol (L-178), Hexahydrofarnesylaceton (L-57) oder die Isoprenologen Citronellol (Hm.20), 2,3-

Dihydrofarnesol (Ca.A, s. C. albicans) bzw. Terrestrol (L-99) und Geranylcitronellol (L-56) 

(Schema 45, Schema 56 und Schema 57) [EHLERS & SCHULZ 2023]. Die falsifizierten Postulate Hm.1 

bis Hm.4 könnten Bisnorditerpene sein, was angesichts des bei Termitidae identifizierten 

Diterpens Cembren A (L-58, Schema 45) und der Funktion von Dihydronorfarnesol (Md.A) als 

Spurpheromon bei M. darwiniensis und P. adamsoni sowie von Dihydronorfarnesal als 

Sexualpheromon bei Archotermopsidae plausibel erscheint. Allerdings würde dies eine 

Funktionalisierung an der ursprünglichen Methylgruppe C17 (vgl. Yucca) und die 

Defunktionalisierung an C3 erfordern. Als Trishomoterpenoide müssten sie durch Verlängerung 
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von Farnesol in einer gemischten Biosynthese (z.B. um zwei Acetat-Einheiten mit 

anschließender oxidativer Decarboxylierung) aufgebaut werden. Hingegen lassen sich die 

Strukturen von Hm.5 und Hm.6 (ohne Gerüstumlagerung) nicht auf ein Terpen zurückführen, 

sondern wären Polydesoxypropionate mit 3-Methylpropyl (Valin) als Starter und Dehydrierung 

an C13 (Schema 160). Angesichts dieser Schwächen erscheinen die Strukturen rückblickend 

wenig wahrscheinlich. 

Schema 159: Mutmaßliche Biosynthese Methyl-verzweigter Signalstoffe bei Insekten  
2,4,8,13-Tetramethyltetradecan-1-ol (L-181): Ile-Ac-Pr-Ac-Pr-Pr, Sexualpheromon von ♂♂ der 
Wanze Pellaea stictica [FÁVARO et al. 2015];   (7E,11E,3R,5S,9R)-3,5,9,11-Tetramethyl-7,11-
tridecadienal (L-182): Ac-Pr-Pr-Ac-Pr-Pr, Sexualpheromon von ♀♀ des Wespenendoparasitoiden 
Xenos peckii [HRABAR et al. 2015; ZHAI et al. 2016];  4,6-Dimethyldodecanal (L-164): Ac-Ac-Ac-Pr-Pr-Ac;  
und 4,6-Dimethylundecanal (L-165): Pr-Ac-Pr-Pr-Ac, Sexual- und Spurpheromone bei 
Archotermopsidae [BORDEREAU et al. 2010; LACEY et al. 2011]. 

Wird die Vermutung eines acyclischen terminalen Aldehyds bzw. Alkohols aufrechterhalten, 

sind höherverzweigte Strukturen wahrscheinlich. Diese wären durch Einbau von 

Homomevalonat zugänglich (vgl. Faranal, L-98, Schema 56 und Juvenilhormone, z.B. L-50). Die 

JH 0- bzw. Me-JH 1-Typ-Verbindungen (#375) aus jeweils drei Homomevalonat-Einheiten sollten 

aber m/z 83 als Basepeak zeigen.    

iso-Methyl-verzweigte Acetegenine bzw. Propanogenine sind, soweit bekannt, vor dieser 

Position gesättigt (z.B. Disparlure, L-33, Schema 39; cuticulare Alkane bei Termiten, s. 

C. formosanus) [FRANCKE & SCHULZ 1999, 2000] (s.a. X. euvesicatoria) und zeigen daher nicht 

m/z 69 als Basepeak. Das spricht gegen eine gemischte Biosynthese mit terpenoiden Startern. 

Und verzweigte Aminosäure-Starter werden offenbar nach deren Einbau in Position ω3 nicht 

dehydriert, s. (6S,10R)-6,10,13-Trimethyltetradecanol (L-103, Schema 57) [MILLAR 2005] oder 

2,4,8,13-Tetramethyltetradecan-1-ol (L-181, Schema 159). Für ein in Pos.12 ungesättigtes 

Tetramethyltetradecadien (#376) aus einem 3-Methyl-C4-Starter (3,3-Dimethylallyl oder 

Leucin), drei Propionat- (Pr) und zwei Acetat- (Ac) Einheiten (π1 nicht in Pos.2 oder 10) wären 

allein 10x3 Konstitutionsisomere möglich (Schema 160). Ein Pentamethyltridecadien würde nur 

mit abschließender Decarboxylierung erhalten. Ebenso wie die isomeren Methylketone. Diese 

würden zudem ein intensives Fragment m/z 43 (und m/z 58) bilden.  

O

O
O

OH

L-XX

L-XX

Hm.XX

Hm.XXL-XX 

L-165 

L-181 

L-182 

L-164 



F5.5 Diskussion und Perspektive 

 

458 

Vor dem Hintergrund der vermutlich propanogeninen 4,6-Dimethyl-verzweigten Pheromone 

(L-164 bis L-166, Schema 159) bei Männchen der Schwesterfamilie Archotermopsidae und der 

Pheromon-Parsimonie bei Termiten (s. E.4.6) könnten auch Hm.A und Hm.B bei H. mossambicus 

diesem Muster folgen. Allein durch Kombination von Propionat- und Acetat-Einheiten sind ohne 

biogenetische Besonderheiten sowohl tetra- als pentamethyl-verzweigte C18-Strukturen 

möglich, z.B. 4,6,10,12-Tetramethyltetradeca-6,12-dienal (#377) oder 2,4,6,8,12-

Pentamethyltrideca-4,10-dienal (#378), die die aus der Chromatographie und den 

Massenspektren abgeleiteten Bedingungen erfüllen könnten.  

Schema 160: Biogenetische Plausibilität verzweigter Aldehyde als mögliche Strukturen für den Naturstoff 
Hm.A.  
A: durch unabhängige Synthese falsifizierte Strukturpostulate;   B: Trishomomevalogenin;    
C: Beispielisomer für Polydesoxypropionate mit 3-Methylbut(en)yl als Startbaustein;    
D: Beispielisomere für tetra- bzw. pentamethyl-verzweigte Polydesoxypropionate aus Propionat und 
Acetat-Einheiten. 

Beide, besonders #378 sollten mit deutlich geringeren Retentionsindices eluieren als die 

trimethyl-verzweigten Syntheseprodukte. Ein terminales, ungesättigtes, Me-verzweigtes 

Strukturelement würde m/z 69 bilden. Eine weitere Doppelbindung nicht in α,β-Position und 

nicht konjugiert zu π2 würde die einfach ungesättigten Kohlenwasserstoff-Fragmente und die 

Elutionsreihenfolge von Hm.A und Hm.B erklären. Beide Strukturtypen könnten durch Bruch der 

Bindung C6-C7 und H-Transfer ein Fragment m/z 140 bilden. Aus #378 entstünde durch Verlust 

von C3H6 (C11 bis C13) m/z 222. Für #377 aus drei Acetat- und vier Propionat-Einheiten sind 

10x3 Isomere, für #378 aus sechs Propionat-Einheiten (vgl. T. turkestanica) sind 1x2 

Doppelbindungspositionsisomere möglich. Das gezeigte Isomer #377 ist homolog zu L-165 und L-

182.    
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Hinweise auf möglicherweise irreguläre terpenoide Strukturen (nicht-1,4-Verknüpfungen, 

Umlagerungs- oder Abbauprodukte, cyclische Strukturen, vgl. E.3.3), die tatsächlich 

vorliegenden funktionellen Gruppen sowie die Position von Methyl-Gruppen und 

Doppelbindungen müssten vor weiteren Synthesen spektroskopische Untersuchungen und 

Mikroderivatisierungen liefern.  

Die chemische Identifizierung der Sexuallockstoffe von H. mossambicus-Männchen als erstes 

Pheromon in der Familie Hodotermitidae wäre ein wichtiger Beitrag zum Verständnis der 

chemischen Ökologie von Termiten. Als Methode zur alternativen Schädlingsbekämpfung 

allerdings wären Lockstofffallen für Geschlechtstiere auf Basis des Sexualpheromons wegen 

deren geringer Reichweite nur in direkter Nähe zu einem Erdnest effektiv. Verwirrmethoden (s. 

E.5.1) könnten in der Nähe von Gebäuden die Etablierung neuer Kolonien verhindern. Ein 

Monitoring ist wegen des konzertierten Schwärmens für das Timing eines gezielten 

Pestizideinsatzes wenig hilfreich. Ein Spurfolgepheromon der Arbeiter wäre eher geeignet, 

bestehende Kolonien zu bekämpfen und so den Pestizideinsatz zu reduzieren [LOGAN et al. 1990].    
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F5.6 Zusammenfassung  

Zur Identifizierung der bisher unbekannten Komponenten, Hm.A und Hm.B, des 

mutmaßlichen Sexualpheromons von Hodotermes mossambicus-Männchen wurden folgende 

Referenzsubstanzen synthetisiert: 

(9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol  (Hm.1) 

(9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal  (Hm.2) 

(2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol  (Hm.3)  

(2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal  (Hm.4) 

(2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol  (Hm.5)  

(2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal  (Hm.6) 

Deren Massenspektren und gaschromatographische Retentionsindices wurden mit den 

analytischen Daten von Hm.A und Hm.B verglichen. Keines der Syntheseprodukte ist identisch 

mit einem der Naturstoffe. 

 

Für Biotests zur Art- und Kastenerkennung bei Coptotermes formosanus wurden folgende 

Methylheptacosane enantioselektiv dargestellt: 

(R)-3-Methylheptacosan  (R-Cf.1) 

(S)-3-Methylheptacosan  (S-Cf.1)  

(R)-11-Methylheptacosan  (R-Cf.2) 

(S)-11-Methylheptacosan  (S-Cf.2)  

(R)-13-Methylheptacosan  (R-Cf.3) 

(S)-13-Methylheptacosan  (S-Cf.3)  
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ecology, 45(1), 46-49. 
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F6.1 Einleitung und Zielsetzung 

In den 1870er Jahren entdeckte RILEY [1871, 1873, 1892] die obligatorische Entwicklungs-

Symbiose zwischen Yucca-Pflanzen und samenparasitischen Yucca-Motten als Bestäuber 

[DARWIN 1874; PELLMYR 1992; SHEPPARD & OLIVER 2004]. Die Pflanzen sind von der aktiven 

Befruchtung durch Weibchen bestimmter Motten-Spezies abhängig [SMITH et al. 2008]. Ebenso 

sind die Insekten zur Paarung und Eiablage zwingend auf bestimmte Yucca-Arten angewiesen. 

Die Larven entwickeln sich nur in deren Blüten und benötigen die reifenden Samen als Nahrung 

[PELLMYR et al. 1996a; PELLMYR 2003].  

F6.1.1 Entomologie und Botanik 

Die nearktische, monophyletische 

Gattung der Palmlilien bzw. Yucca L. 

1753 (Agavengewächse, Agavoideae: 

Spargelgewächse, Asparagaceae: 

Asparagales) umfasst etwa 50 Taxa, 

die vier paraphyletischen Sektionen, 

Sarcocarpa, Chaenocarpa, Clistocarpa 

und Hesperoyucca zugeordnet werden 

[BOGLER et al. 1995; STEVENS 2001; 

PELLMYR et al. 2007; BREMER et al. 2009; 

CHASE & REVEAL 2009, CHASE et al.  

2009]. Sie sind endemisch in ariden 

und semiariden Habitaten Mittel- und 

Nordamerikas. Einige Arten sind 

frosthart, z.B. Y. filamentosa (Abb. 53A) oder Y. pallida. Die mehrjährigen Pflanzen bilden in 

Rosetten stehende starre, ungestielte, bis zu 120 cm lange Blätter. Stammlose Arten wie die weit 

verbreiteten Y. filamentosa oder Y. glauca wachsen solitär oder in Gruppen von Rosetten. 

Stammbildende, z.T. verzweigte Arten wie Y. schidigera, Y. treculeana (Abb. 53B) oder 

Y. brevifolia (Joshua-Tree) erreichen Wuchshöhen bis zu 15 m. [LEEBENS-MACK & PELLMYR 2004]. 

Alle Yucca-Spezies vermehren sich vegetativ durch Bildung von Tochter-Rosetten. Zwischen Mai 

und Juli bilden sich rispenartige Infloreszenzen mit wenigen Dutzend (z.B. Y. filamentosa, 

Y. glauca,) bis zu mehreren Tausend (Y. whippley) cremefarbenen Blüten. Eine sexuelle 

Reproduktion erfolgt jedoch nur nach Bestäubung durch Yucca-Motten [SMITH et al. 2008]. 

Abb. 53: A) Kultur-Hybride von Y. filamentosa, Foto:[ AT 
2013];  B) vermutl. Y. treculeana, Vale da Telha, Portugal, 
Foto: [AT 2014]. 

 

A B 
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Echte Yucca-Motten der Gattungen Tegeticula ZELLER 1873 und Parategeticula DAVIS 1967 sind 

primitive, monotrysische Lepidopteren (vgl. T. ekebladella) der Familie der Yucca- bzw. Rosen-

Blattsack-Motten (Prodoxidae RILEY 1881: Incurvarioidea). Diese umfasst neun Gattungen mit 

fast 100 Spezies von mehrheitlich unspezialisierten Herbivoren (z.B. Prodoxus spp.) oder 

Nektarivoren [PELLMYR et al. 1996a; PELLMYR 2003, VAN NIEUKERKEN et al. 2011].  

Hingegen sind die meisten der bisher bekannten etwa 20 Tegeticula-Arten mit einer oder 

wenigen Yucca-Spezies assoziiert. Nur T. yuccasella und T. altiplanella zeigen eine höhere 

Wirtstoleranz. Zwei Arten der Gattung sind parasitische Generalisten [PELLMYR 1999; LEEBENS-

MACK & PELLMYR 2004; PELLMYR et al. 2008; SMITH et al. 2009; SMITH 2010]. 

Die nachtaktiven, ca. 12 mm langen, 

weißen bis grauen Motten haben eine 

Lebensdauer von nur 2-4 Tagen und nehmen 

in dieser Zeit keine Nahrung auf 

[PELLMYR 2003; SVENSSON et al. 2005, 2006]. 

Die ♂♂ warten in einer frisch geöffneten 

Blüte auf das Erscheinen der ♀♀. Nach der 

Paarung sammelt das ♀ mit spezifischen 

tentakelartigen Mundwerkzeugen aktiv den 

Pollen von den Staubbeuteln ein. Dann fliegt 

es eine unbefruchtete Blüte (s. F6.1.2), 

bevorzugt eines anderen Blütenstandes an, 

und deponiert hier einige Eier in den Blüten-Ovarien [SMITH 2010] (Abb. 54). Zur aktiven 

Bestäubung erklimmt das Weibchen den Stempel derselben Blüte, bringt einen Teil des 

mitgeführten Pollens in die Narbe ein und nimmt vor dem Weiterflug zur nächsten Blüte neuen 

Pollen auf [RAMSAY & SCHROCK 1995]. Die Larven schlüpfen nach wenigen Tagen und beginnen 

sofort mit dem Fraß an den reifenden Samen. Nach vollständiger Entwicklung verlassen sie die 

Fruchtkapsel, überwintern in einem Erdkokon und verpuppen sich im Frühjahr. Die Imagines 

schlüpfen bei beginnender Yucca-Blüte [PELLMYR 2003].   

Im Lauf der Koevolution beider Gattungen wurde seitens der zwittrigen Yucca eine 

Sekundärbestäubung durch die Anatomie der nektarlosen Blüten und durch den klebrigen 

Pollen ausgeschlossen [POWELL 1992; SHEPPARD & OLIVER 2004; SMITH 2010]. Die hohe Blütenzahl 

und eine ausgedehnte Blüteperiode gewährleistet die Befruchtung durch die kurzzeitig 

fliegenden Motten. Nicht oder mangelhaft bestäubte Blüten sowie solche mit vielen Motteneiern 

werden abgeworfen, sodass knappe Ressourcen gespart und Samenverluste begrenzt werden 

[PELLMYR et al. 1996a; PELLMYR & HUTH 1994; RAMSAY & SCHROCK 1995; UDOVIC & AKER 1981]. Die 

Motten ihrerseits entwickelten unter Lepidopteren einzigartige Tentakel auf den Maxillarpalpen 

[PELLMYR & THOMPSON 1992, PELLMYR et al. 1996b]. Sie weichen einem Selektionsdruck durch 

Abb. 54: Tegeticula-♀ in einer Blüte von Yucca 

glauca, Foto: [© COOPER 2007]. 
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Streuung bei der Eiablage sowie durch das Verhalten zur effizienten, aktiven Bestäubung aus 

[POWELL 1992; RICHTER & WEIS 1995]. Dies garantiert den Yucca die geschlechtliche 

Fortpflanzung und den Motten-Larven die Entwicklungs- und Nahrungsgrundlage. Die direkte 

Verknüpfung von Handlungseffizienz der Adulten und Fitness der Nachkommen bildet ein 

ethnodynamisches Bestäubungssystem ohne Analoga unter den Insekten [BOGLER et al. 1995].  

F6.1.2 Chemische Ökologie 

Im Gegensatz zur Biologie ist die Chemische Ökologie der Eusymbiose zwischen Yucca und 

Tegeticula kaum erforscht. Sowohl intra- oder interspezifische chemische Signale zur Steuerung 

dieser Wechselbeziehung als auch mögliche Pheromone bei den Motten sind bisher unbekannt.  

Die biologische Rolle und die chemische Struktur der Blütendüfte bei Yucca 169 sind in dieser 

Hinsicht bisher teilweise untersucht: Yucca-Blüten sind nach dem Öffnen nur ca. einen Tag lang 

fruchtbar. Sie entwickeln einen z.T. auch für Menschen wahrnehmbaren Geruch. Das Maximum 

der Duftfreisetzung liegt in der ersten Nachthälfte und koinzidiert mit der maximalen Aktivität 

der Bestäuber [SMITH et al. 2008, SMITH 2010]. Dabei zeigen die Duft-Profile artspezifische 

Charakteristika [SMITH et al. 2009]. In ätherischen Ölen aus Wasserdampfdestillation der Blüten 

von Y. gloriosa, Y. filamentosa und Y. recurvifolia [WANG &  KAMEOKA 1977, 1978, 1980] sowie 

Y. aloifolia [KAMEOKA & WANG 1982] wurden überwiegend unverzweigte Alkane und Alkene der 

Kettenlänge C10 bis C32 gefunden. Die Autoren nennen (8Z)-Heptadecen und (9Z)-Nonadecen als 

zwei der Hauptkomponenten. Sie fanden zudem geradzahlige Carbonsäuren mit C4 bis C18 und 

neben Nerolidol einige Mono- und Sesquiterpene. Bei diesen Arten, besonders bei Y. recurvifolia, 

wurden 4-Hydroxymethyl-8-methyl-1,3,7-nonatrien und geringe Mengen seines Acetats 

identifiziert [WANG & KAMEOKA 1980]. Im Zuge der Aufklärung der Biosynthese von (3E)-4,8-

Dimethylnona-1,3,7-trien (E-DMNT) aus Nerolidol bei Y. filamentosa (s. F6.3.5) fanden 

GÄBLER et al. [1991] in headspace-Blütenextrakten eine ähnliche Zusammensetzung sowie einen 

unbekannten vermutlich homoterpenoiden Alkohol der Masse M+ = 166. Vergleichbare 

Ergebnisse erhielten SVENSSON et al. [2005, 2006, 2011] bei der Analyse von headspace-Extrakten 

der Blüten dreier allopatrischer Chaenocarpa-Arten (Y. filamentosa, Y. elata und Y. glauca). 

Hauptkomponenten sind jeweils E-DMNT, der unbekannte Alkohol mit M+ = 166 sowie 

Heptadecen und Nonadecen. In allen drei Spezies wurden zwei weitere C11-Kohlenwasserstoffe, 

sowie zwei isomere monooxygenierte (C11H18O, Basepeak m/z 67) und zwei dioxygenierte 

                                                 
169  Rindenextrakte wurden wegen ihrer wirtschaftlichen Bedeutung untersucht: z.B enthalten Y. schidigera und 

Y. elata (Seifen-Palmlilie) neben Resveratrol, Yucca-spezifischen Stilbenphenolen und Flavonioden große 
Mengen von Saponinen, besonders Spirostanol-Glycoside [OLESZEK et al. 2001; PIACENTE et al. 2005] (s. E.3.3). 
Saponine sind verbreitete pflanzliche Wehrstoffe [WOLTERS 1968; WINA 2012] (s. X. euvesicatoria) mit 
antimikrobieller (z.B gegen C. albicans) [MIYAKOSHI et al. 2000], antiviraler, antioxidativer und antimutagener 
Wirkung. Extrakte werden in der traditionellen indianischen Medizin und kommerziell als Additiva in 
Tierfutter, Lebensmitteln, Kosmetika und Pharmazeutika verwendet [FRANCIS et al. 2002; PIACENTE et al. 2005; 
CHEEKE et al. 2006].  
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(M+ = 178 C11H14O2, m/z 66.) (vermutlich terpenoide) Verbindungen gefunden. Im 

Zusammenhang mit dieser Arbeit wurden die Verbindung M+ = 178 auch bei Y. brevifolia und der 

Alkohol M+ = 166 bei Y. jaegeriana gefunden [SVENSSON et al. 2016]. 

Frisch geöffnete Blüten (s. F6.1.1) von Y. glauca sind im Y-Olfaktometer-Test gleichermaßen 

attraktiv für beide Geschlechter von T. yuccasella [SMITH et al. 2009]. Für die Verbindung M+ = 178 

wird eine elektrophysiologische Aktivität bei T. cassandra erwähnt [SVENSON &  

RAGUSO 2005, unpub.]. Vor diesem Hintergrund wurde für die terpenoiden Blütenduftstoffe eine 

Funktion als geschlechtsunspezifische Synomone zur artspezifischen Wirtlokalisierung / 

Bestäuberattraktion vermutet [SVENSSON et al. 2011]. Möglicherweise dienen sie den Motten als 

Signale bei der Partnersuche sowie der reproduktiven Isolation sympatrischer Yucca-Arten. 

Blütendüfte können so zur Stabilisierung der Symbiose beitragen [SMITH et al.  2009; 

SVENSSON et al. 2016].  

Befruchtete Weibchen meiden von Motten besuchte, nicht aber handbestäubte Blüten 

[HUTH & PELLMYR 1999; SMITH 2010]. Daher lässt sich ein „post-pollination change“ des 

Duftprofils ausschließen. Jedoch könnten die Weibchen bei der Eiablage ein Markierungs-

Pheromon auf der Blüte hinterlassen. 170 Dadurch könnte die Gefahr des selektiven Abwurfs bei 

Überparasitierung gemindert werden [UDOVIC & AKER 1981; POWELL 1992; RICHTER & WEIS 1995; 

RAMSAY &  SCHROCK 1995]. 171  

Sexualpheromone sind bei den primitiven Yucca-Motten unbekannt und wurden bisher nur 

bei einer Incurvarioiden-Art [LÖFSTEDT et al. 2004] und wenigen anderen monotrysischen 

Lepidopteren identifiziert. Alle dieser Verbindungen lassen sich dem Fettsäurestoffwechsel 

zuordnen (s. T. ekebladella).  

 

                                                 
170  wie dies bei phytophagen Insekten wie Fruchtfliegen (Rhagoletis spp., Diptera) [SILVA et al. 2012; 

SARLES et al. 2015] (s. L-12,  E.1), der Mandelsamenwespe (E. amygdali: Hymenoptera) oder dem 
Kaffeekirschenbohrer (H. hampei: Coleoptera), besonders aber bei parasitoiden Hautflüglern 
(vgl. T. turkestanica und A. victrix) bekannt ist.  

171  In diesem Kontext ist ungeklärt, wie die Pflanze die Belegung bestimmt und stark parasitierte Blüten abwirft 
[RICHTER & WEIS 1995] und ob Sekundärmetabolite die unterschiedliche Entwicklung assoziierter und nicht 
nativer Mottenlarven beeinflussen [SMITH et al. 2009]. 
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F6.1.3 Zielsetzung 

Zur Klärung der Rolle flüchtiger Substanzen bei Bestäuberanlockung und Wirterkennung 

wurden die Blütendüfte folgender, von Motten aus dem Tegeticula yuccasella-Komplex 

[ALTHOFF et al. 2006; PELLMYR 1999] befruchteter Palmlilien-Arten untersucht:  

Yucca-Spezies  assoziierte Bestäuber 

Sektion: Sarcocarpa 

Serie: Treculianae  
Bajonett-Palmlilie, Y. treculeana CARRIERE 1858 – T. treculeanella  [PELLMYR 2003] 
Mohave-Palmlilie, Y. schidigera ROEZL 1871 –  T. mojavella  [PELLMYR 1999] 

  T. california  [PELLMYR et al. 2008] 
Chaenocarpa 

Filamentosae 
Fädige Palmlilie, Y. filamentosa L. 1753 – T. casssandra  [ALTHOFF et al. 2005] 

  T. yuccasella  [MARR et al. 2000; 
   LEEBENS-MACK & PELLMYR 2004] 

Glaucae 
Blaugrüne Palmlilie, Y. glauca NUTTALL 1813 – T. yuccasella  [SVENSSON et al. 2011] 

Rupicolae 
Bleichblättrige Palmlilie, Y. pallida MCKELVEY 1947 – T. yuccasella  [PELLMYR 1999] 
San Angelo-Palmlilie, Y. reverchonii TRELEASE 1911 –  T. yuccasella  [PELLMYR 1999] 

Ziel dieser Arbeit war die Strukturaufklärung von unbekannten, Yucca-spezifischen 

Terpenoiden im Duft von Yucca-Blüten, zunächst einer vermutlich elektrophysiologisch aktiven 

Verbindung (s. F6.1.2). Zudem sollten die Doppelbindungspositionen und -konfigurationen bei 

den im Duft enthaltenen n-Alkenen bestimmt werden. Die Synthese dieser Substanzen sollte 

Biotests mit künstlichen Duftstoffgemischen ermöglichen.  
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F6.2 Analytik der Naturextrakte  

Die Blütendüfte von Yucca treculeana und Y. schidigera, von Y. filamentosa, Y. glauca  und 

Y. pallida sowie von Y. reverchonii wurden mittels Kopplung von Gaschromatographie und 

Massenspektrometrie (GC/MS) analysiert.  

Basis der Untersuchungen bildeten die Extrakte nativer Pflanzen dieser Yucca-Spezies. 172 

Zudem wurden verschiedene Methoden zur Gewinnung von Naturextrakten [BYRNE et al. 1975; 

MILLAR & SIMS 1998; BIRKETT 2010] an Europäischen Garten-Y. filamentosa 173 getestet (H.7.2.1): 

• Solid Phase Micro Extraction (SPME) an Carboxen® bzw. Polyacrylat, 

• Headspace-Adsorption an Aktivkohle bzw. Super Q®, 

• Wasserdampfdestillation, 

• Fest-Flüssig-Extraktion zerkleinerter Blütenblätter, 

• Tieftemperaturkondensation flüchtiger Verbindungen im Vakuum. 

Die besten Ergebnisse wurden mit SPME-Carboxen®-Nadeln und, zur Gewinnung von Extrakt, 

durch Super Q®-Adsorption an geernteten Blüten erzielt (s. Abb. 60, S.883). Durch 

gaschromatographischen Vergleich der SPM-Extrakte von Blütenblättern mit dem von Stempeln 

und Kelchen (Anh. G.10.1B) konnte gezeigt werden, dass der für Yucca-Blüten charakteristische 

Duft vor allem von den Blütenblättern abgegeben wird. Dieser setzt sich bei den sechs 

untersuchten Arten überwiegend aus Duftstoffen zusammen, die sich zwei biogenetischen (s. 

F6.3.5 und F6.3.1.4) Gruppen zuordnen lassen:  

1) mono- und dioxygenierte, evtl. Yucca-spezifische C11-Verbindungen vermutlich 

terpenoiden Ursprungs,  

2) unverzweigte gesättigte und ungesättigte Kohlenwasserstoffe (Fettsäuremetabolite).  

In Headspace-Extrakten von Blüten der europäischen Y. filamentosa-Kulturform 

(Chromatogramm s. Anh. G.10.1A) wurde qualitativ dieselbe Zusammensetzung wie beim 

Wildtyp festgestellt. Auch lieferten Super Q-Extrakte an geernteten Blüten qualitativ identische 

Duftprofile wie die Adsorption über unverletzten Blütenständen der Pflanzen. Hingegen konnten 

durch Wasserdampfdestillation sowie durch Fest-Flüssig-Extraktion von Blüten nur Extrakte 

gewonnen werden, die hauptsächlich langkettige Kohlenwasserstoffe enthielten 

(Chromatogramm s. Anh. G.10.1C).   

                                                 
172  Headspace-Extrakte an Super Q über Blütenständen natürlich wachsender Pflanzen: R. A. Raguso, Cornell, 

USA.  

173  Blütenextrakte europäischer Garten-Yucca: Hamburg, Juli 2016, Juli 2017 und Juni/Juli 2018. 
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Möglicherweise wird der durch Headspace-Methoden aufgefangene Duft nur von intaktem 

Zellgewebe produziert. 

In diesen Extrakten zeigen sich besonders bei den als Terpenoide angesehenen Verbindungen 

qualitative und quantitative Unterschiede zwischen den Pflanzenarten. Allerdings wurden beim 

Vergleich verschiedener, nach der gleichen Methode gewonnener Extrakte von Y. filamentosa 

(Graphik 91, S.473; Graphik 117, S.520; Graphik 118, S.532 und Anhang G.10.1A) und Y. glauca 

(Graphik 92, S.474 und Graphik 117) auch innerhalb derselben Spezies deutliche quantitative 

(möglicherweise individuelle) Schwankungen der Zusammensetzung festgestellt. Auch ändert 

sich das Duftprofil, besonders das der Terpenoide, rapide mit zunehmendem Alter geernteter 

Blüten (s.a. F6.3.3.5a).  

In Graphik 89 bis Graphik 94 (S.471 bis S.476) sind ausgewählte, repräsentative TIC-

Gaschromatogramme von Super Q Headspace-Blüten-Extrakten der sechs untersuchten nativen 

Yucca-Spezies dargestellt. Die Tabellen Tab. 25 (S.477f) und Anhang G.10.2 geben für diese Arten 

eine Übersicht über die bekannten (Massenspektren und Retentionsindices) und bisher 

unbekannten Naturstoffe.   

F6.2.1 Terpenoide 

In den Extrakten aller sechs Yucca-Spezies wurde das 

Tetrakisnorsesquiterpen (3E)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien, E-DMNT 

(Yu.K2), (Schema 161) gefunden. Bei den meisten der unbekannten 

Duftstoffe lassen die Massenspektren untereinander 

strukturverwandte, möglicherweise von DMNT abgeleitete C11-

Terpenoide vermuten. Darüber hinaus zeigen sich deutliche 

Unterschiede:  

Bei den beiden Treculeanae-Spezies dominiert jeweils eine Verbindungen, die vermutlich 

identisch mit einem der literaturbeschriebenen Yucca-charakteristischen Terpenoide ist 

(s. F6.1.2). Der Duft von Y. treculeana (Graphik 89) besteht überwiegend aus der zuerst bei 

Y. filamentosa gefundenen, möglicherweise verhaltensmodifizierenden Verbindung mit dem 

Molekülion M+ = 178 [C11H14O2
•+] und dem Basepeak m/z 66: Naturstoff Yu.A 

(Strukturaufklärung s. F6.3.1). Der Extrakt von Y. schidigera (Graphik 90) enthält vor allem den 

vermuteten Homoterpenalkohol mit M+ = 166 [C11H18O•+] und Basepeak m/z 69: Naturstoff Yu.B 

(s. F6.3.2). Weitere hier gefundene vermutete Terpenoide besitzen alle die Masse M+ = 166 (s.u.).    

Die drei kapselfruchtbildenden Yucca-Arten, Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida (Sektion 

Chaenocarpa) produzieren deutlich komplexere, einander ähnliche Düfte (Graphik 91 bis 

Graphik 93). Die Extrakte enthalten einen höheren Kohlenwasserstoff-Anteil (s. F6.2.2) als die 

der beiden Sarcocarpa-Yucca sowie mehrere unbekannte (vermutlich C11-terpenoide) 

Schema 161:  
(E)-DMNT (Yu.K2). 

E
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Verbindungen. Neben den für Y. treculeana und Y. schidigera typischen Yu.A und Yu.B wurden 

u.a. fünf Verbindungen mit der Masse M+ = 164 und den Basepeaks m/z 69 (Yu.C), m/z 67 

(Yu.D und Yu.J), m/z 91 (Yu.E) und m/z 82 (Yu.F und Yu.I) sowie zwei der Masse M+ = 166 mit den 

Basepeaks m/z 84 (Yu.G) und m/z 69 (Yu.H) gefunden. Bei Yu.A bis Yu.H deuten jeweils geringer 

konzentrierte Verbindungen mit sehr ähnlichem Massenspektrum auf das Vorliegen von 

Stereoisomeren hin. Darüber hinaus lässt sich für weitere Spurenkomponenten eine strukturelle 

Verwandtschaft mit dieser Gruppe Yucca-charakteristischer Substanzen vermuten.  

Diethylether-Extrakte zerkleinerter Blütenblätter von Y. filamentosa-Kulturtyp (Anh. G.10.1C) 

enthielten als einziges Terpenoid die Verbindung Yu.A. Durch säulenchromatographisches 

Abtrennen der Kohlenwasserstoffe konnten ca. 20 mg Yu.A mit für analytische Untersuchungen 

ausreichender Reinheit (90%, GC) isoliert werden.   

Die Strukturaufklärung der intensivsten Yucca-spezifischen Verbindungen, Yu.A bis Yu.C und 

von Yu.I sowie Versuche zur Identifizierung von Yu.D sind in Abschnitt F6.3 (S.479ff.) 

beschrieben. Die Massenspektren (70 eV EI) der unbekannten Naturstoffe Yu.F bis Yu.H und Yu.J 

sind in Anhang G.10.3 gezeigt. 

F6.2.2 Acetogenine 

Langkettige, unverzweigte Kohlenwasserstoffe sind Bestandteile der Blütendüfte aller 

untersuchter Yucca-Arten (Tab. 25 und Anh. G.10.2). Bei Y. treculeana und Y. schidigera ist der 

Mengenanteil gering. Hingegen enthalten die Düfte der vier Chaenocarpa-Yucca, Y. filamentosa, 

Y. glauca, Y. pallida und Y. reverchonii, homologe Reihen von n-Alkanen und n-Alkenen, wobei 

meist das Alken höher konzentriert ist. Bei beiden Reihen dominieren die ungeradzahligen 

Vertreter, unter diesen jene mit 15 bis 19 Kohlenstoffen. (s. auch Graphik 118, S.532). In den 

Headspace-Extrakten der vier Chaenocarpa-Arten bilden Heptadecan und Heptadecen die 

Hauptkomponenten des Kohlenwasserstoff-Anteils (vgl. F6.1.2). Zudem wurden bei ihnen 

Heptadecadien und bei Y. filamentosa und Y. glauca geringe Mengen Nonadecadien gefunden. Bei 

Y. reverchonii konnten neben sehr geringen Mengen E-DMNT keine der vermuteten C11-

Terpenoide detektiert werden (Graphik 94). 

Höhere n-Alkane (länger als n-Docosan, Tab. 25), wurden bei Y. filamentosa besonders in den 

Wasserdampf- und Lösemittel-Extrakten (Anh. G.10.1C) aber auch in geringen Mengen bei 

Y. glauca und Y. reverchonii (Anh. G.10.14B und C) sowie bei Y. treculeana (Anh. G.10.2A) 

identifiziert.  

Die Bestimmung von Doppelbindungspositionen und -konfigurationen bei den intensivsten 

ungesättigten Kohlenwasserstoffen ist in Abschnitt F6.4 (S.526ff.) beschrieben. 
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Graphik 89: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. treculeana. 
VF-WAXms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-8-250/15.  

Yucca treculeana 

t 
[m

in
] 

Int [%] 
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Graphik 90: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. schidigera. 
VF-1ms, 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 60/5-10-310. 
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Graphik 91: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. filamentosa (Extr. 1). 
HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Graphik 92: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. glauca (Extrakt 1). 
HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Graphik 93: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. pallida. 
HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Graphik 94: TIC-Chromatogramm eines Headspace-Extrakts der Blüten von Y. reverchonii. 
HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Peak Yucca  Subst. Y.tre Y.schi Y.fila Y.glau Y.pall Y.rev 
# chemische Verbindung  Code VF-WAX* VF-1ms* HP-5 HP-5 HP-5 HP-5 

1 Hexan-3-on     •  • • 
2 n-Octan     

 
• •• •• 

3 2-Heptanon     
  

•  
4 n-Nonan     • • • • 
5 α-Pinen     • •• • • 
6 Sabinen     • •• •  
7 β-Pinen     • •• •• • 
8 Sulcaton  Yu.Y •  • 

 
  

9 β-Myrcen     • 
 

•• • 
10 n-Decan     • • • • 
11 α-Phellandren     • 

 
•  

12 Δ3-Caren     • 
 

• • 
13 n-Hexylacetat     

  
 • 

14 α-Terpinen     • 
 

•  
15 p-Cymen     • • • • 
16 Limonen   ••  •• • •••• ••• 
17 1,8-Cineol     • 

 
• • 

18 (Z)-β-Ocimen     • 
 

  
19 γ-Terpinen     • 

 
• • 

20 uk (41-69-79-107▲-135-150◄) y    • • •  
21 α-Terpinolen     • 

 
•  

22 (Z)-4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatrien y Yu.K1   • • •  
23 n-Undecan   •  • • • • 
24 Linalool   •  • 

 
  

25 Perillen  Yu.W   • • •  
26 n-Nonanal   •  • • • • 
27 (E)-4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatrien y Yu.K2 • ••• ••••• ••••• ••••• • 
28 uk (41-91▲-105-133-148◄)      •   
29 Terpinen-4-ol     •  •  
30 uk (41-67-95▲-149-164◄) y    

 
•   

31 n-Dodecan   •  • • • • 
32 n-Decanal   •  • • •  
33 uk (67-82▲-91-164◄) y Yu.F1   • •   
34 uk (41-69-84▲-133-148-166◄) y Yu.G1  ••• •• •• •  
35 uk (67-82▲-91-164◄) y Yu.F2   • • •  
36 uk (41-69-84▲-133-148-166◄) y Yu.G2  •• • • •  
37 uk (41-69▲-91-148-166◄) y Yu.H1   

 
•   

38 uk (53-67▲-95-107-121-149-164◄) y Yu.D1   ••• ••• •••  
39 uk (41-69▲-82-85-148)     • •   
40 uk (41-91▲-105-133-148-164◄) y Yu.E1   

 
•   

Tab. 25: Zusammensetzungen von Headspace-Extrakten der Blüten von Y. treculeana, Y. schidigera, 
Y. filamentosa, Y. glauca, Y. pallida & Y. reverchonii: bis 
jeweils mit Art der verwendeten gaschromatographischen Kapillarsäule, * Reihenfolge entsprechend der 
Elution bei Verwendung von 5% Diphenyl- 95% Dimethylpolysiloxan (HP-5) als stationärer Phase, 
Messbedingungen: Graphik 89 bis Graphik 94. (Alle Messungen unter Verwendung der HP-5- bzw. WAX-
Kapillarsäule wurden jeweils stets mit demselben Temperaturprogramm durchgeführt.) 

Größenordnung der relativen Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1.  
uk: unbekannte Verbindungen mit charakteristischen Fragmenten, Basepeak (▲▲▲▲) und Molekülion (◄);   
y: mutmaßliches Yucca-spezifisches C11-Terpenoid; a: mutmaßliches Acetogenin: ungesättigter 
Kohlenwasserstoff, Doppelbindungsposition und -konfiguration unbekannt.       
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Peak Yucca  Subst. Y.tre Y.schi Y.fila Y.glau Y.pall Y.rev 
# chemische Verbindung  Code VF-WAX* VF-1ms* HP-5 HP-5 HP-5 HP-5 

41 uk (41-69▲-82-108-149-164◄) y Yu.C1   •• ••• ••  
42 uk (41-69▲-91-148-166◄) y Yu.H2  •• •• •• •  
43 uk (41-91▲-105-133-148-164◄) y Yu.E2   

  
  

44 uk (41-69-82▲-95-149-164◄) y Yu.I   • • •  
45 uk (53-67▲-95-107-121-149-164◄) y Yu.D2   • 

 
•  

46 uk (41-69▲-82-108-149-164◄) y Yu.C2   ••• •• ••  
47 2-Undecanon     • • •  
48 n-Tridecan   •  • • • • 
49 uk (41-67▲-121-149-164◄) y Yu.J1   • •   
50 uk (43-79-93▲-107-122)    • • •• •  
51 uk (41-69▲-79-123-133-161-166◄) y Yu.B1  ••••• ••••• ••••• •••  
52 uk (41-69▲-79-123-133-161-166◄) y Yu.B2  • •• ••• ••  
53 uk (41-67▲-149-164◄) y Yu.J2   • 

 
  

54 uk (41▲-69-91-133-148-166◄) y    
 

••   
55 n-Tetradecan   •  • • • • 
56 β-Ylangen     

 
• •  

57 (E)-β-Caryophyllen     • 
 

  
58 β-Copaen     

 
• •  

59 (Z)-β-Farnesen     • 
 

  
60 Pentadecen a Yu.L1   • •• • • 
61 Pentadecen a Yu.L2   • •  • 
62 ar-Curcumen     

  
 • 

63 Germacren D     
 

•• ••  
64 n-Pentadecan   • •• •• •• •• •• 
65 uk (39-66▲-91-94-135-178◄) y Yu.A1 •••••  •••• •••• ••  
66 (6E)-Nerolidol  Yu.X   • •• •  
67 Hexadecen a Yu.M1 •  • • • • 
68 Hexadecen a Yu.M2   

 
• • • 

69 uk (39-66▲-94-150-178◄) y Yu.A2   •• •• •  
70 n-Hexadecan   •  •• • • • 
71 Heptadecadien a Yu.N   ••• •• •• ••• 
72 Heptadecen a Yu.O • •• •••• ••••• •••• ••••• 
73 n-Heptadecan   •  ••• ••• •• •• 
74 Octadecen    a Yu.P •  • •• • • 
75 n-Octadecan  Yu.U •  • • • • 
76 Nonadecadien a Yu.Q   • •   
77 Nonadecen a Yu.R • ••• ••• ••• •• • 
78 n-Nonadecan  Yu.V •  •• • • • 
79 Eicosen a Yu.S    •   
80 n-Eicosan   •  • •   
81 Heneicosen a Yu.T •  

 
•   

82 n-Heneicosan   •  • 
 

  
83 n-Docosan   •  • 

 
  

Tab. 25, Fortsetzung:  Zusammensetzungen von headspace-Extrakten der untersuchten Yucca-Spezies. 
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F6.3 Strukturaufklärung Yucca-spezifischer Terpenoide 

F6.3.1 Filamentolid (Yu.A) 
3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on 

F6.3.1.1 Naturstoffanalyse 

Das Massenspektrum von Yu.A1 (Peak # 65, Tab. 25), dem früher eluierenden Hauptisomer 

der unbekannten, möglicherweise verhaltensaktiven Verbindung Yu.A, ist in Graphik 95 

abgebildet. 

Graphik 95: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von Yu.A1 aus Blütenextrakt von Y. filamentosa.   

Aus den Daten einer GC/HR-MS-Messung eines Y. glauca-Extrakts wurden für das Molekülion 

und die charakteristischen Fragmente von Yu.A1 die in Tab. 26 aufgeführten elementaren 

Zusammensetzungen berechnet. Weitere monoisotopische Massen sowie berechnete 

Summenformeln sind in Anhang G.10.1A gelistet.  

Yu.A Fragment- 
m/z   [Da] Summenformel 

66.0471 C5H6               ▲ 
91.0558 C7H7 
94.0430 C6H6O 

105.0705 C8H9 
117.0720 C9H9 
133.1025 C10H13 
135.0461 C8H7O2 
149.0648 C9H9O2 
160.0901 C11H12O 
163.0777 C10H11O2 
178.1021 C11H14O2         ◄ 

Naturstoff Yu.A1 

 

0

100

%

66 
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55 

94 

77 

135 

117 105 
178 

160 150 

40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150 160 170 [m/z] 

Tab. 26: Exakte Massen und elementare 
Zusammensetzungen von Molekülion (◄), 
Basepeak (▲) und diagnostischen Fragmenten 
von Yu.A1,  Blütenextrakt von Y. glauca..  

Messung: GC/70 eV EI-HR-MS-TOF 
(Perfluortributylamin) [BARTRAM 2006]. 

Berechnung der Summenformeln unter 
Verwendung von ChemCalc [PATINY 2013, 2014]. 

m/z [1] 

In
t 

[%
] 
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Der Duft von Y. treculeana enthält die unbekannte Verbindung Yu.A (C11H14O2, M+ = 166, 

Basepeak m/z 69) als überragende Hauptkomponente. Daher wurde ein Naturextrakt NMR-

spektroskopisch untersucht [TWELE 2009]. Die NMR-Ergebnisse konnten mit dem aus Fest-

Flüssig-Extrakten von Blütenblättern des Y. filamentosa-Kulturtyps gewonnenen Material (s. 

F6.2.1) reproduziert werden. 

F6.3.1.2 Strukturhypothese 

Nach Interpretation der 1D- und 2D-NMR-Spektren wurde für den Naturstoff Yu.A die 

Struktur [3(6)Z]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Z-Yu.1) postuliert 

[TWELE 2009]. Über die Konfiguration des Stereozentrums C5 konnte zunächst keine Aussage 

getroffen werden. 

Schema 162: 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.1), 
Strukturpostulat für den Naturstoff Yu.A. 

F6.3.1.3 Retrosynthese  

Retrosynthetisch lässt sich 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on 

(Yu.1) unter Schnitt durch die Doppelbindungen C5-C6 bzw. C9-C10 auf eine heterocyclische C5-

Einheit reduzieren. Mögliches synthetisches Äquivalent wäre das γ-Lacton a. (5-Hydroxymethyl-

tetrahydrofuran-2-on). Die Isopropyliden-Gruppe ließe sich durch eine WITTIG-Reaktion 

aufbauen [WITTIG & GEISLER 1953; MARYANOFF & REITZ 1989; BYRNE & GILHEANY 2013] (vgl. 

T. turkestanica). Wegen der thermischen Labilität des Lactons und der anschließend nötigen 

Deprotonierung ist dabei die Oxidation der Hydroxymethyl-Gruppe ihrer Umwandlung in ein 

Wittig-Salz vorzuziehen. Die Allyliden-Gruppe in α-Position zur Carboxyl-Gruppe wird formal 

durch Aldol-Kondensation mit Acrolein eingeführt. Als milde Variante könnte eine 

Reaktionsfolge aus α-Silylierung, Aldol-Addition und PETERSON-Olefinierung dienen 

[LARSON et al. 1985]. Damit eröffnen sich je nach Abfolge der C=C-Knüpfungssequenzen zwei 

unterschiedliche Syntheseweg: I: über das Allylidenlacton b oder II: über das Isobutenyllacton e 

(Schema 163). Beide Wege sollten aus chiralen Edukten a die Zielverbindungen unter Retention 

der absoluten Konfiguration liefern. 

O O

Z Z-Yu.1 
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Schema 163: Retrosynthese-Strategien zur Darstellung von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-
enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.1).  

Im Gegensatz zur Verwendung eines nicht silylierten Lactonenolats als Nukleophil (Aldol-

Kondensation) sollte nach Route II die Konfiguration der exocyclischen Doppelbindung durch 

Wahl der Reaktionsbedingungen steuern lassen: β-Hydroxysilane unterliegen leicht einer β-

Eliminierung unter Bildung von Alkenen (PETERSON-Olefinierung). Unter LEWIS-sauren 

Bedingungen erfolgt die Abspaltung des Silanols anti-stereoselektiv nach einem einstufigen E2-

Mechanismus [PETERSON 1968]. Im Basischen erfolgt analog der WITTIG-HORNER-Olefinierung 

[BUSS & WARREN 1985; CLAYDEN & WARREN 1996] die Cyclisierung zu einem Oxasiletan, welches 

spontan in einer syn-[2+2]-Cyclorevision (Ei) zerfällt [WEBER 1983; COLVIN 1988; AGER 1990] 

(Schema 164). Die Verwendung von Methyldiphenylsilylchlorid (MDPSCl) ermöglicht die direkte 

SN2-C-Silylierung von Ester- und Lactonenolaten, wohingegen andere Reagenzien überwiegend 

O-Silyl-Produkte liefern [RASMUSSEN 1977; LARSON & FUENTES 1981] (vgl. Versuche zur 

Silylierung von 2,2-Dimethylcyclohexanon, F6.3.3.4a).  

O
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Schema 164: Mechanismus und möglicher stereochemischer Verlauf von Lacon-Silylierung 
mit MDPSCl, Aldol-Addition an Acrolein (Edukt-naher ÜZ) und Peterson-Olefinierung.  
(für das R-konfigurierte Edukt und ein mögliches threo-β-Hydroxysilan g).  
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F6.3.1.4 Synthese 

Als Startbaustein wurde 5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on (#394) gewählt, von dem 

beide Enantiomere kommerziell erhältlich sind: (S)-(+)-#394: 98% ee, [a]20D +56° (c = 3 CHCl3); 

(R)-(-)-#394: [a]20D -56° (c = 3 CHCl3) (Sigma-Aldrich). 

Route I in Schema 163 (S.481) erwies sich als nicht praktikabel. Zum einen verhindert die 

(Hydrolyse-)Labilität des Lacton-Systems die erforderliche Schutzgruppenchemie an der 

Hydroxymethyl-Gruppe. Zum anderen zeigte sich sowohl b als auch geschütztes 3-Allyliden-5-

(hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on (c) polymerisationsanfällig [VON REUß 2010, unpub.]. 

Nach Route II konnte 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.1) 

enantio- und Z-selektiv dargestellt werden (Schema 165, für R-Konfiguration). 

Schema 165: Syntheseschema zur Darstellung von (3EZ,5R)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)-
dihydro-3H-furan-2-on (R-Yu.1).  
Bedingungen:   i) DMP 1.1 eq., Py 3 eq., DMC, -40 °C bis RT 1 h;   ii) 1) iPrPh3PBr (#396) 5 eq., 1.6 N n-

BuLi 4.9 eq., THF, -40 °C bis RT 1 h; 2) #397, -90 °C bis RT 12 h;   iii) 1) LDA 1.1 eq., THF -80 °C 1 h, 
2) MDPSCl 1 eq., -80 °C bis RT 16 h;   iv) 1) LDA, 1.05 eq., THF, -80 °C 45 min, 2) Acrolein (#398) 
1.1 eq., -80°C bis RT 30 min refl. 5 min.   Eckige Klammern: nicht isolierte Zwischenprodukte.  

Dies erforderte die Darstellung des als instabil beschriebenen Carbaldehyds #395 

[DOOLITTLE et al. 1980; CHATTOPADHYAY et al. 1990]. Versuche zur Oxidation des primären Alkohols 

#394 mit Chrom(VI)-Reagenzien (Pyridiniumdichromat, PDC, bzw. Pyridiniumchlorochromat, 

PCC) [COREY & SCHMIDT 1979; CHATTOPADHYAY et al. 1990; KECK & ROMER 1993] führten zu 

vollständiger Zersetzung des Edukts. Um mögliche Polymerisation oder Überoxidation zu 

vermeiden, wurde als mildere Alternative eine DESS-MARTIN-Oxidation gewählt 

[DESS & MARTIN 1983, 1991].   
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Mit DESS-MARTIN-Periodinan (DMP, 1,1,1-Triacetoxy-1,1-dihydro-1,2-benziodoxol-3(1H)-on) 

[LATTMANN & HOFFMANN 1996; SPEICHER et al. 1996; VOLZ et al. 2009] und Pyridin als Säurefänger 

(zur Verhinerung der Lacton-Hydrolyse) konnte kommerzielles (5R)- bzw. (5S)-#394 mit 

befriedigendem Ergebnis zu (2R)- bzw. (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd (#395) 

oxidiert werden (GC-Analyse). Allerdings führte bei der Aufarbeitung bereits die Filtration des 

Reaktionsgemischs über Kieselgel zu drastisch reduzierter Ausbeute. Daher wurde versucht, den 

Aldehyd direkt aus der Reaktionslösung mit Isopropylidentriphenylphosphoran (#396a) 

abzufangen. Da bei der Oxidation zwei Äquivalente Protonen freigesetzt werden (Anh. G.3.5), 

wurde das WITTIG-Reagenz (#396a) in mindestens dreimolarem Überschuss eingesetzt. Durch 

diese Eintopf-DESS-MARTIN-Oxidation / WITTIG-Olefinierung konnten (5R)- bzw. (5S)-5-(2-

Methyl-1-propenyl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#397 bzw. S-#397) trotz schwieriger Abtrennung 

des reprotonierten Ylens mit Ausbeuten von 41% bzw. 35% erhalten werden. 

Zur Einführung der Allyliden-Gruppe wurde wegen präparativer Vorteile zunächst die 

Eintopf-Variante aus Silylierung, Aldol-Addition und basischer in situ PETERSON-Olefinierung 

[LARSON et al. 1985; LARSON & FUENTES 1981] bezüglich ihrer E/Z-Selektivität untersucht. Das 

dabei eliminierte Methyldiphenylsilanol wurde zur leichteren säulenchromatographischen 

Abtrennung mit Trimethylsilylchlorid silyliert. Die Umsetzung von Lacton (#397) mit Acrolein 

(#398) lieferte unter diesen Bedingungen (5R)- bzw. (5S)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-

yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R- bzw S-Yu.1) mit Ausbeuten zwischen 50 und 70% und mit stark 

schwankenden 3E/3Z-Verhältnissen. Das Lacton neigt ebenso wie #395 zur Polymerisation.   

Graphik 96: Bestimmung der Doppelbindungskonfiguration von synthetischem (Z)-3-Allyliden-5-(2-
methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Z-Yu.1) mittels NOESY-NMR-Spektroskopie.  
δ (400 MHz, CDCl3) [ppm] = 2.05 / 2.33 (2ddd, CH2 C4), 6.02 (brddd, =CH C6). 
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Die geometrischen Isomere konnten säulenchromatographisch an Kieselgel getrennt werden. 

Anschließend wurde die Doppelbindungskonfiguration der Produkte mittels NOESY-NMR-

Spektroskopie anhand der Kopplung der Methylen-Protonen an C4 mit dem olefinischen Proton 

an C7 (E-Isomer) bzw. an C6 (Z-Isomer) (Graphik 96) bestimmt. Die unterschiedliche Intensität 

der Kopplung deutet auf eine Deformation der Molekülebene unter dem Einfluss des 

Stereozentrums an C5 hin. Damit konnte dem früher eluierenden Isomer (Verwendung apolarer 

gaschromatographischer Trennflüssigkeiten) Z-Konfiguration zugeordnet werden. Die 70 eV-

Massenspektren der synthetischen 3E/3Z-Isomere sind in Graphik 97 gezeigt. 

Graphik 97: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-
enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.1).  
A: (3Z)-,  B: (3E)-.  
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Bei allen Ansätzen zur Synthese von R- bzw. S-Yu.1 wurden zur Reaktionskontrolle und bei 

den Rohprodukten gaschromatographisch die Z:E-Isomerenverhältnisse bestimmt. Dabei zeigte 

sich eine starke Abhängigkeit von der Dauer der abschließenden Erwärmung (nach LARSON 

 et al. [1985] zur Komplettierung der Cyclorevision) (Anh. G.10.4). Eine Testaufarbeitung vor 

Erhitzen lieferte ein Gemisch mit 92% Z-Isomer. Nach kurzem Sieden (ca. 5 min.) und 

Aufarbeitung schwankten die Verhältnisse zwischen 5:1 und 2:1. Bei längerem Erwärmen stellte 

sich ein Z:E-Verhältnis von ca. 5:4 ein. Diese Beobachtung spricht für eine kinetische Kontrolle 

der Konfiguration bei der Doppelbindungsbildung während der Kaskade aus Aldol-Addition und 

basischer PETERSON-Olefinierung. Bei diesen Reaktionspartnern bildet sich offenbar zunächst 

das thermodynamisch weniger stabile Z-Olefin, welches nachgelagert unter Bildung des E-

Produkts bis zur Einstellung des Gleichgewichts isomerisiert.  

Schema 166:.Doppelte Stereodifferenzierung bei der Addition des Li-Silyllactonenolats fѲ an Acrolein;   

A: diastereofaciale Selektivität, B. Orientierung des Aldehyds, C: ZIMMERMANN-TRAXLER-ÜZ (Beispiele). 
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Da im basischen Medium die abschließende Eliminierung nach einem syn-Ei-Mechanismus 

erfolgt, wird die Konfiguration des Produkts durch den stereochemischen Verlauf der 

Hydroxysilan-Synthese kontrolliert. 174 Die beobachtete Z-Selektivität lässt daher auf eine 

diastereoselektive Aldol-Addition [HUDRLIK et al. 1975, 1989; BASSINDALE et al. 1984, 1986] unter 

Bildung des threo-β-Hydroxysilans g schließen (Schema 164, S.482). Die relative Konfiguration 

von g wird durch doppelte diastereofaciale Selektivität bei der Addition des prochiralen 

Aldehyds an das diastereotope α-Silyllactonenolat fѲ bestimmt: [EVANS et al. 1982a; 

MORRISON 1983; MENGEL & REISER 1999; BRAUN 2004] 

1) In diesem befindet sich das Si-Atom in der Ebene eines nahezu planaren Fünfrings. Die 

Isobutenyl-Gruppe am Stereozentrum C5 schirmt die R*,Re*-Hemisphäre („Unterseite“) 

weitgehend ab. Daher sollte die Annäherung von Acrolein aus dem R*,Si*-Halbraum 

(„Oberseite“) und mit der Vinyl-Gruppe orientiert in den MDPS-abgewandten Quadranten 

begünstigt sein [CRAM & ELHAFEZ 1952; BÜRGI et al. 1974; BÜRGI & DUNITZ 1983]. Die relative 

Reaktions-Topizität [SEEBACH & PRELOG 1982] wäre dann unlike (ul) (Si → Re) (Schema 166A).  

2) Die Stereodifferenzierung resultiert aus unterschiedlichen Energiebarrieren geometrisch 

verschiedener Übergangszustände 175 entlang konkurrierender Reaktionspfade (CURTIN-

HAMMETT-Prinzip) [SEEMAN 1983, 1986]. In den vermuteten sechsgliedrigen Li+-Chelat-

Übergangszuständen kann sich die MDPS-Gruppe wegen der sp2-Hybridisierung an C2 und 

der Rigidität des Fünfrings nur (verzerrt) axial ausrichten. In den beiden ul-ÜZs (Ober- und 

Unterseitenangriff, Schema 166B.1 und B.2) stehen die MDPS- und die Vinyl-Gruppe trans 

zueinander. Hingegen würden nach like (lk)-Angriff ein ÜZ mit starker gauche-

Wechselwirkung der cis-ständigen vicinalen Substituenten durchlaufen [EVANS et al. 1982b; 

MASAMUNE et al. 1985] (Schema 166B.3 und B.4).   

3) Die einzig relevante 1,3-Wechselwirkung sollte nach Oberseitenangriff zwischen der MDPS- 

und der Isobutenyl-Gruppe im Fünfring auftreten (Schema 166B.1 und B.3). 

Die Summe dieser Faktoren lässt eine Bevorzugung der beiden diastereomorphen 176 ul-

Übergangszustände vermuten (Abb. 55). Diese führen zu threo-konfigurierten β-Hydroxysilanen, 

was die beobachtete Selektivität erklärt.  

                                                 
174  Dabei ist die Stereochemie bei der initialen (vermutl. trans-) Silylierung des chiralen Lactonenolats e´ 

irrelevant, da das neue Stereozentrum an C2 von f bei der folgenden Deprotonierung zu fѲ sp2-hybridisiert 
wird.  

175  Mit LDA als Base wird vermutlich ein chelatartiger, sesselförmiger und quasiaromatischer ÜZ 
[ZIMMERMAN & TRAXLER 1957] durchlaufen. Dessen Energie wird von der quasiaxialen oder -äquatorialen 
Ausrichtung der Substituenten und durch die 1,3-diaxialen und 1,2-Wechselwirkungen bestimmt 
[HEATHCOCK et al. 1980].  

176  Eine asymmetrische Induktion  der Isobutenyl-Gruppe (1,3-Chiralitäts-Transfer) [BRAUN 1987; 
PALOMO et al. 2004] bei gleicher relativer Topizität beeinflusst nicht die E/Z-Selektivität. 
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Die Enantiomerenreinheit der 

synthetischen Zielverbindungen wurde für 

das jeweilige isolierte Z-Isomer mittels 

enantioselektiver Gaschromatographie an 

Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-

O-methyl)-β-cyclodextrin [KÖNIG et al. 1988b; 

DIETRICH et al. 1992] bestimmt (Anh. G.10.5). 

Die Enantiomere wurden mit einem α-Wert von α (tr3Z,5R:tr3Z,5S) = 1.012 getrennt. Der 

Enantiomeren-Überschuss der kommerziellen Edukte bleibt im Verlauf der Synthesefolge 

erhalten. Offenbar unterdrückt das sofortige Abfangen des Aldehyds #395 bei niedriger 

Temperatur die mögliche Racemisierung.    

ZR-Yu.1: ee = 97%  

ZS-Yu.1: ee = 95% 

Für synthetisches (3Z,5S)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on  

(ZS-Yu.1) wurde folgende spezifische Drehung bestimmt: 

 = +37.8° (c = 2.0, CHCl3).   

Limitierende Faktoren der Darstellung von Yu.1 sind die Instabilität des intermediären 

Carbaldehyds #395 und die daraus resultierenden präparativen Schwierigkeiten. 

Möglicherweise lässt sich die Tandem-Oxidation-WITTIG-Olefinierung durch Verwenden von 

DMSO als Lösungsmittel [BARRETT et al. 1997] und durch Oxidationen mit IBX 

[FRIGERIO et al. 1995], Braunstein [WEI & TAYLOR 1998; TAYLOR et al. 2005] oder aktiviertem 

Dimethylsulfoxid [OMURA &  SWERN 1978; MANCUSO & SWERN 1981; NUBBEMEYER 1996] 177 

optimieren.  

 

                                                 
177  SWERN-Typ-Oxidationen, mögliche Elektrophile: Oxalylchlorid [OMURA & SWERN 1978], DCC 

[Pfitzner & Moffatt 1963, 1965a,b], SO3 [PARIKH & DOERING 1967] oder NCS und DMS [COREY & KIM 1972].  
Dimethylsulfoxid (pKa = 35.1 [MATTHEWS et al. 1975]) wird durch Basen wie NaH oder n-BuLi deprotoniert, ist 
jedoch basischer als die darin gut löslichen Wittig-Salze, so dass es sich hier als Lösungsmittel für die 
Erzeugung der Ylide und für Wittig-Reaktion eignen könnte [MCKINLEY & RAKSHYS 1972; JAMES &  

PATTENDEN 1974]. 

[α] 25
589

Abb. 55: Mögliche Raumstruktur (angenähert 
durch MM2-Rechnung [ALLINGER 1977], CS 
Chem 3D pro) Produkt-naher ÜZ bei der 
Addition des (5R)-Li-Silyllactonenolats fѲ an 
Acrolein: unlike-Oberseitenangriff (Si → Re).  
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F6.3.1.5 Strukturbeweis für den Naturstoff Yu.A 

Die NMR-spektroskopischen Daten des Z-Isomers stimmen mit denen des isolierten 

Naturstoffs aus der Y. filamentosa-Kulturform überein.  

Das 70 eV-Massenspektrum des synthetischen Z-Isomers (Graphik 97A, S.485) ist identisch 

mit dem der Hauptkomponente, Yu.A1, des Naturstoff-Isomerenpaars Yu.A (im Weiteren 

bezeichnet als Filamentolid) bei Y. treculeana, Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida 

(Graphik 95, S.479). Das Massenspektrum von E-Yu.1 (Graphik 97B) zeigt deutliche Unterschiede 

besonders bei den Ionen m/z 91, 133, 135 und 160. E-Filamentolid ist in den ausgewählten 

Blütenextrakten (Graphik 91 bis Graphik 93, S.473ff.) von Y. filamentosa zu ca. 10% (relativ zum 

Z-Isomer), bei Y. glauca zu ca. 7% und bei Y. pallida zu etwa 2% enthalten (Tab. 31, S.539). 

Die charakteristischen Fragmentionen (EI) von Filamentolid (Yu.A) (Graphik 95 und 

Tab. 26, S.479) lassen sich wie folgt interpretieren (Schema 167): Die dioxygenierten Fragmente 

m/z 163, 149 bzw. 135 könnten aus Yu.1 durch Abspaltung von Methyl, Ethyl bzw. Propyl 

vermutlich aus der 2-Methylprop-1-enyl-Gruppe entstehen. Der Verlust von Wasser lieferte 

m/z 160. Die Abspaltung von CO bzw. CO2H würde die Ionen m/z 150 bzw. 133 erzeugen. 

Basision ist das vermutlich cyclische Tochterion m/z 66 mit [C5H6
+] (vgl. Fragmentierung von 2-

Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) und 2-Allylidencyclopentanon F6.3.3.4b, S.511f). 

Dabei scheint bei synthetischem E-Yu.1 der Verlust von CO (und Folgefragmentierungen, 

m/z 150 → 94) und bei Z-Yu.1 die Decarboxylierung (m/z 133 → 117) sowie der Abbau der 2-

Methylpropylen-Gruppe (m/z 149 und 135) mit den Tochterionen m/z 105 und 91 begünstigt 

(Graphik 97). 

Schema 167: Massenspektrometrische Fragmentierung (EI) und plausible Fragmentstrukturen von  
(E)- und (Z)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Filamentolid, Yu.A).  
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Die absolute Konfiguration des Stereozentrums an C5 des Naturstoffs Yu.A1 wurde mit Hilfe 

der beiden synthetischen Enantiomere von Z-Yu.1 durch Vergleich der gaschromatographischen 

Retentionszeiten sowie durch Koinjektion mit dem Blütenextrakt von Y. treculeana bestimmt 

(Graphik 98). Der Naturstoff ist identisch mit (5R,3Z)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-

yl)dihydrofuran-2(3H)-on (ZR-Yu.1). Das (S)-Enantiomer konnte bei der GC-FID-Messung des 

Naturextrakts nicht detektiert werden. 

Graphik 98: Enantioselektive Gaschromatographie zur Bestimmung der absoluten Konfiguration des 
Naturstoffs Yu.A durch Vergleich mit synthetischem (3Z,5R)- und (3Z,5S)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-
1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (ZR- und ZS-Yu.1).  
GC-FID-Chromatogramme: A: synthetisches Gemisch ZS-Yu.1 : ZR-Yu.1 = 2:1, B: Koinjektion von rac-
Yu.1 und Naturextrakt, C: natülicher Blütenextrakt von Y. treculeana;  
Bedingungen:  Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 50% in OV-1701, 
25 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 120/30-10-150. 

Filamentolid besitzt das gleiche C11-Grundgerüst wie DMNT (Schema 161, S.469) (s.a. F6.3.5).  

Die NMR-spektroskopisch sowie durch gaschromatographischen Vergleich bestimmte  

Z-Konfiguration des Naturstoffs Yu.A1 entspricht bezüglich des Kohlenstoff-Skeletts der 

Doppelbindungsgeometrie des bei Yucca natürlich dominierenden E-DMNT (Yu.K2). 178 

 

                                                 
178  Durch Oxidation der Methyl-Gruppe C10 ändert sich trotz Erhalt der Geometrie der Stereodeskriptor der 

Doppelbindung. 
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F6.3.2 Filamentol (Yu.B), Filamental (Yu.C) und Filamenton (Yu.I) 
2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol, 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal und  
2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon)    

F6.3.2.1 Naturstoffanalyse 

Das Massenspektrum der Hauptkomponente im Duft von Y. schidigera, Yu.B1 mit M+ = 166, ist 

in Graphik 99 abgebildet. Zudem wurde bei Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida neben Yu.B1 

die vermutlich geometrisch isomere Verbindung Yu.B2 mit nahezu identischem 

Massenspektrum gefunden (Peak # 51 und 52, Tab. 25, S.477f).  

Graphik 99: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von Yu.B1 aus Blütenextrakt von Y. schidigera.  

Für das Molekülion und die charakteristischen Fragmente von Yu.B1 wurden aus der GC/HR-

MS-Messung eines Y. glauca-Extrakts folgende elementaren Zusammensetzungen berechnet 

(Tab. 27, weitere monoisotopische Massen und berechnete Summenformeln s. Anh. G.10.1B). 

Yu.B Fragment- 
m/z   [Da] Summenformel 

69.0646 C5H9           ▲ 
79.0541 C6H7 
94.0777 C7H10 

105.0686 C8H9 
123.0826 C8H11O 
133.0997 C10H13 
148.1245 C11H16 
151.1139 C10H15O 
166.1360 C11H18O      ◄ 

Tab. 27: Exakte Massen und elementare 
Zusammensetzungen von Molekülion (◄), 
Basepeak (▲) und diagnostischen Fragmenten 
von Yu.B1,  Blütenextrakt von Y. glauca..  

Messung: GC/70 eV EI-HR-MS-TOF 
(Perfluortributylamin) [BARTRAM 2006]. 

Berechnung der Summenformeln unter 
Verwendung von ChemCalc [PATINY 2013, 2014]. 

Naturstoff Yu.B1 

 

0

100

%

69 

41 

79 

94 
53 105 123 133 151 166 

40 50 60 70 80 90 100 110 120 130 140 150 160 170 [m/z] m/z [1] 

In
t 

[%
] 



F6.3 Strukturaufklärung Yucca-spezifischer Terpenoide 

 

492 

Die Extrakte von Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida enthalten darüber hinaus auch die 

vermutlich isomeren Naturstoffe Yu.C1 und Yu.C2 (Peak # 41 und 46, Tab. 25, S.477f). Deren 

Massenspektren zeigen untereinander nur leichte Abweichungen der relativen Intensitäten und 

ein mit Yu.B verwandtes Fragmentierungsmuster, jedoch die Molekülmasse M+ = 164 

(Graphik 100).  

Graphik 100: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von Yu.C2 aus Blütenextrakt von Y. filamentosa.  

In Tab. 28 sind die elementaren Zusammensetzungen (GC/HR-MS-Messung, Blütenextrakt 

von Y. glauca) von Molekülion und charakteristischen Fragmenten von Yu.C2 zusammengestellt 

(weitere monoisotopische Massen und berechnete Summenformeln s. Anh. G.10.1C).  

Yu.C Fragment- 

m/z   [Da] Summenformel 
69.0697 C5H9           ▲ 
82.0415 C5H6O 
91.0564 C7H7 
95.0501 C6H7O 
108.058 C7H8O 

121.0870 C9H13 
131.0863 C10H11 
149.0985 C10H13O 
164.1202 C11H16O      ◄ 

 

Tab. 28: Exakte Massen und elementare 
Zusammensetzungen von Molekülion (◄), 
Basepeak (▲) und diagnostischen Fragmenten 
von Yu.C2,  Blütenextrakt von Y. glauca..  

Messung: GC/70 eV EI-HR-MS-TOF 
(Perfluortributylamin) [BARTRAM 2006]. 

Berechnung der Summenformeln unter 
Verwendung von ChemCalc [PATINY 2013, 2014]. 
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F6.3.2.2 Strukturhypothesen 

Das massenspektrometrische Fragmentierungsmuster von Yu.B (Graphik 99) mit dem 

Basepeak m/z 69 deutet auf eine offenkettige, terpenoide Struktur hin. Das Molekülion M+ = 166 

verliert ein Methyl-Radikal und Wasser unter Bildung von m/z 151 bzw. m/z 148 sowie m/z 133. 

Wegen der strukturellen Verwandtschaft von Filamentolid Yu.A mit E-DMNT wurde nach 

Vergleich mit den Massenspektren literaturbekannter oxygenierter DMNT-Derivate (s. F6.3.5, 

S.522) für Yu.B mit der Summenformel C11H18O der gerüstanaloge Alkohol 2-Allyliden-6-

methylhept-5-en-1-ol (= 4-Hydroxymethyl-8-methyl-1,3,7-nonatrien = 2-(4-Methylpent-3-enyl)-

penta-2,4-dien-1-ol) (Yu.2) postuliert.  

Schema 168: Strukturpostulate für die Naturstoffe Yu.B: 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol 
(Yu.2), und Yu.C: 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Yu.3). 

Das sehr ähnliche Massenspektrum von Yu.C (Graphik 100) mit den um zwei Masseneinheiten 

gegenüber Yu.B leichteren Ionen m/z 121, 131, 149 und M+ = 164 [C11H16O•+] weist auf den 

korrespondierenden Aldehyd hin: 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Yu.3). 

F6.3.2.3 Synthese 

Der Alkohol Yu.2, 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol, wurde von GALBRECHT [2015] 

beginnend mit der Carboxylierung von THP-geschütztem Propagylalkohol (#402, Schema 169) 

mit Chlorameisensäureethylester synthetisiert. Der erhaltene 4-(2-Tetrahydropyranyloxy)-2-

butinsäureethylester (#404) wurde in Diethylether bei -78 °C Cu(I)-katalysiert und unter Zusatz 

von TMEDA [COREY & KATZENELLENBOGEN 1969; HEATHCOCK et al. 1992] mit 4-Methyl-3-pentenyl-

magnesiumbromid (#405a) zum Ester (#407) gekuppelt. Die Kettenverlängerung erfolgte 

schließlich durch WITTIG-Reaktion des entsprechenden Aldehyds mit 

Methylidentriphenylphosphoran zu 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-OTHP (s. I.1, Supp. Mat. 

von Publikation P 21). 
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Schema 169: Synthese von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Yu.2) und Oxidation zu 2-Allyliden-
6-methylhept-5-enal (Yu.3) und Bildung der Nebenprodukte 2-(4-Methylpent-3-en-1-
yl)cyclopent-3-enon (Yu.5) und #408 (s. I.1, P 21). 
Bedingungen:   i) 1) n-BuLi, THF, -78 °C bis RT 1.5 h, 2) ClCO2Et;   ii) CuI, TMEDA, Et2O, -78 °C 1.5 h 

bis RT 12 h;   iii) LiAlH4, Et2O, -80 °C bis RT 12 h;   iv) DMP, Py, DCM, -40 °C bis RT 12 h;    
v) H2CPPh3, THF, -78 °C bis RT, 12 h; vi) p-TsOH, MeOH, RT 1 h  [GALBRECHT 2015].    
vii) DMP, Py, DCM, -40 °C bis RT 6 h;   viii) PCC, DCM, -20 °C bis RT 2 h.   

Dabei wurde Yu.2 als Gemisch der Doppelbindungsisomere im Verhältnis von ca. 1:5 (GC) 

erhalten (Graphik 106B, S.499). Eine Zuordnung der EZ-Konfiguration war durch NOESY-NMR-

Spektroskopie des Gemischs möglich: die Methylenprotonen an C1 koppeln mit dem olefinischen 

Proton an C9 im Z-Isomer bzw. mit dem Proton an C8 im E-Isomer (Graphik 101). Dem später 

eluierenden Synthesehauptprodukt (Verwendung einer apolaren GC-Trennflüssigkeit, HP5) 

konnte so 2E-Konfiguration zugeordnet werden. 

Graphik 101: Zuordnung der Doppelbindungskonfiguration von Haupt-und Nebenprodukt der 
synthetischen Isomere von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Yu.2) mittels NOESY-NMR-
Spektroskopie (400 MHz, CDCl3). 
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Die Doppelbindungsgeometrie der Zielverbindung Yu.2 wird festgelegt durch die 

Stereoselektivität der Kupplung von GRIGNARD-Reagenz #406 und 1-Carbalkoxyalkin (#404). Die 

Carbocuprierung lieferte hier mit 1:5 ein Z/E-Verhältnis gegensätzlich zu den Ergebnissen von 

HEATHCOCK et al. [1992] (Et2O, -78 °C, Z:E = 9:1). Die 3,4-Addition des NORMANT-Cuprats findet 

zunächst syn-spezifisch statt. Nach COREY & KATZENELLENBOGEN [1969] sollte die Verwendung von 

THF als Lösungsmittel und TMEDA als Komplexbildner, eine Reaktionstemperatur von -78 °C 

und das Quenchen in der Kälte die in Diethylether beobachtete E/Z-Isomerisierung des 

Alkenylcuprat-Addukts verhindern. Vermutlich ist die E-Selektivität hier Folge einer Erwärmung 

über -78 °C (bis RT, s. Schema 169).  

Die Doppelbindungsisomere konnten säulenchromatographisch an mit Silbernitrat 

imprägniertem Kieselgel getrennt werden. Die Massenspektren von Z- und E-Yu.2 sind in 

Graphik 102 gegenübergestellt. 

Graphik 102: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-
1-ol (Yu.2).   
Doppelbindungskonfiguration der Isomere: A: [2(8)Z]-,  B: [2(8)E]-.  
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Graphik 103: NOESY-NMR-Spektrum (400 MHz, CDCl3) des später eluierenden Hauptprodukts von 
synthetischem 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Yu.3). 
Kopplung der olefinischen Protonen der Allyliden-Gruppe mit dem Aldehyd-Proton bzw. den 
Methylen-Gruppen an C3 und C4.  

Graphik 104: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem 2-Allyliden-6-methylhept-5-
enal (Yu.3).    
Doppelbindungskonfiguration der Isomere: A: [2(8)E]-,  B: [2(8)Z]-.  
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Der korrespondierende Aldehyd Yu.3, 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal, wurde durch 

Oxidation von Yu.2 mit Pyridiniumchlorochromat (PCC) dargestellt [GALBRECHT 2015] (s. I.1). 

Synthetischer Z-Alkohol (Z-Yu.2) lieferte hierbei den Aldehyd Yu.3 als EZ-Isomerengemisch. Für 

das gaschromatographisch später eluierende Hauptprodukt (HP5) konnte nach säulenchromato-

graphischer Reinigung durch NOESY-NMR-Experimente Z-Konfiguration bestimmt werden 

(Graphik 103). Die Massenspektren von E- und Z-Isomer sind in Graphik 104 gezeigt.   

Bei der PCC-Oxidation von synthetischem Yu.2 wurde in Abhängigkeit von Reaktionsdauer 

und -temperatur eine zunehmende Isomerisierung zu Gunsten des E-Aldehyds beobachtet. 

Zudem bilden sich bei hohem PCC-Überschuss u.a. zwei Nebenprodukte, Yu.5 (s. Graphik 105) 

und #408, deren Massenspektren und Retentionszeiten auf die Naturstoffe Yu.I und Yu.D 

hindeuten (Peak # 38 und 41 sowie 46, Tab. 25, S.477f). Hingegen entstehen bei der Oxidation 

von Yu.2 mit DESS-MARTIN-Periodinan ausschließlich die Aldehyde E- und Z-Yu.3. Die vermutlich 

mit Yu.I identische Verbindung Yu.5 konnte im Gegensatz zu #408 säulenchromatographisch 

angereichert werden. Ihre Struktur wurde NMR-spektroskopisch als 2-(4-Methylpent-3-en-1-

yl)cyclopent-3-enon (Yu.5) aufgeklärt (s. Supp. Mat. I.1, P 21).  

Graphik 105: Vergleich der 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von natürlichem Yu.I und 
synthetischem 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon (Yu.5).  
Unterschiede der relativen Intensitäten sind vermutlich Folge der TIC-Untergrundsubstraktion 
bei dem im Y. pallida-Extrakt sehr gering konzentrierten Naturstoff.  
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Bei der Oxidation mit Chrom(VI)-Reagenzien (und Folgechemie von Chrom(IV)-

Verbindungen) sind Ein-Elektronen-Prozesse möglich [BORNOWSKI et al. 1983; HUDLICKY 1990; 

MUZART 1992; BRÜCKNER 2003]. Ein denkbarer Mechanismus für die Bildung von Yu.5 aus Yu.2 ist 

in Schema 170 dargestellt. 

Schema 170: Möglicher radikalischer Mechanismus zur Bildung von 2-(4-Methylpent-3-en-1-
yl)cyclopent-3-enon (Yu.5) bei der Oxidation von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Yu.2) 
mit Chrom(VI)-Reagenzien.    

F6.3.2.4 Strukturbeweise für die Naturstoffe Yu.B, Yu.C und Yu.I 

Mit Hilfe der synthetischen Substanzen konnte durch Vergleich der Massenspektren und der 

gaschromatographischen Retentionszeiten die Identität der Naturstoffe überprüft werden:  

F6.3.2.4a Filamentol 

(2Z)- und (2E)-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Z- und E-Yu.2) sind identisch mit den 

Naturstoffen Yu.B1 bzw. B2, im Weiteren bezeichnet als Filamentol. Das bei den untersuchten 

Yucca-Arten dominierende, zuerst eluierende Doppelbindungsisomer besitzt Z-Konfiguration 

(Graphik 106A). Das E-Isomer ist in den gezeigten Extrakten (Graphik 90 bis Graphik 93, S.472ff.) 

von Y. schidigera zu etwa 2% (relativ zum Z-Isomer), von Y. filamentosa zu ca. 1% und von 

Y. glauca und Y. pallida zu jeweils etwa 7% enthalten (Tab. 31, S.539). 

Die Identifizierung von Filamentol Yu.B bestätigt die Struktur der von 

WANG & KAMEOKA [1980] bei Y. recurvifolia beschriebene Verbindung (4-Hydroxymethyl-8-

methyl-1,3,7-nonatrien). Auch einer der von GÄBLER et al. [1991] bei Y. filamentosa sowie von 

SVENSSON et al. [2005, 2006, 2011] bei Y. filamentosa, Y. elata und Y. glauca gefundenen, nicht 

charakterisierten „Terpen-Alkohole“ dürfte identisch mit Filamentol sein. 

Die in Schema 169 (S.494) gezeigte Synthese lieferte Filamentol (2-Allyliden-6-methylhept-5-

en-1-ol, Yu.2) überwiegend mit nicht natürlicher E-Konfiguration. Eine modifizierte 

Reaktionsführung bei der Cuprat-Kupplung (s. F6.3.2.3) könnte das Produkt-E/Z-Verhältnis 

zugunsten von Z-Filamentol verschieben. Da sich die EZ-Isomere säulenchromatographisch 

separieren ließen, könnte analog zur Synthese von Filamentolid (Schema 165, S.483) die 

PETERSON-Olefinierung eines 6-Methylhept-5-ensäureesters eine kürzere Alternative sein (Anh. 

G.10.6). 
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Graphik 106: Bestimmung der Doppelbindungskonfiguration von natürlichem 2-Allyliden-6-
methylhept-5-en-1-ol (Filamentol, Yu.B).  
Vergleich gaschromatographischer Retentionszeiten (TIC): A: Naturextrakt von Y. schidigera,  
B: Syntheseprodukt.   Bedingungen: VF-WAXms, 0.25 mm, 0.25 µm; 50/3-3-80-5-150-8-250. 

F6.3.2.4b Filamental 

Die Massenspektren und Retentionszeiten der Syntheseprodukte (2E)- und (2Z)-2-Allyliden-

6-methylhept-5-enal (E- und Z-Yu.3) sind identisch mit denen der Naturstoffe Yu.C1 bzw. Yu.C2, 

im Weiteren bezeichnet als Filamental. Die EI-MS-Spektren der synthetischen Isomere 

(Graphik 104, S.496) zeigen dieselben geringen, aber charakteristischen Differenzen, die auch bei 

den Naturstoffen beobachtet werden (besonders bei m/z 82). Bei Filamental lässt sich in den 

verschiedenen Naturextrakten keine so deutliche Dominanz eines der EZ-Isomere beobachten 

wie bei Filamentol (Tab. 31, S.539). Beispielsweise finden sich bei den in Graphik 91 bis 

Graphik 93 (S.472ff.) gezeigten GC/MS-Messungen von Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida E:Z-

Verhältnisse von ca. 1:6, 6:1 bzw. 1:2. Möglicherweise isomerisiert das 2,4-Dienal-System (wie 

auch bei der Oxidation von synthetischem Yu.2 beobachtet) mit zunehmendem Blütenalter oder 

nach der Probennahme in Richtung des thermodynamischen Gleichgewichts.   

F6.3.2.4c Filamenton 

Auch die massenspektrometrischen und gaschromatographischen Daten von synthetischem 

2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon (Yu.5) stimmen mit denen des bei Y. filamentosa, 

Y. glauca und Y. pallida gefundenen Naturstoffs Yu.I überein (im Weiteren bezeichnet als 

Filamenton). Die Spektren von natürlichem Yu.I und synthetischem Yu.5 sind in Graphik 105 

gegenübergestellt.  
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F6.3.2.4d Interpretation der Massenspektren 

Nach Strukturaufklärung von Filamentol, Filamental und Filamenton kann die beobachtete 

massenspektrometrische Fragmentierung (EI) wie in Schema 171 bis Schema 173 gezeigt 

interpretiert werden. 

Bei Filamentol (Yu.B) ist die Abspaltung von Wasser, Methyl und Isopropyl erst nach bzw. 

unter H-Transfer möglich. Dies erklärt die geringe Intensität der resultierenden Signale. 

Demgegenüber ist die für offenkettige Terpen(oid)e charakteristische allylische Spaltung unter 

Bildung von m/z 69 [C5H9
+] bevorzugt (Schema 171). 

Schema 171: Mögliche massenspektrometrische Fragmentierung und Fragmentstrukturen 
nach EI von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Filamentol, Yu.B). 

Schema 172: Charakteristische Unterschiede der Fragmentierung von 2-Allyliden-6-
methylhept-5-enal (Filamental, Yu.C) im Vergleich mit Yu.B.    
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Gleiches gilt für Filamental (Yu.C), entsprechend ist m/z 69 [C5H9
+] auch hier Basepeak. 

Allerdings könnten das Dienal-System die Abspaltung von Isobuten unter Bildung von m/z 108 

[C7H8O•+] gegenüber Filamentol verstärken. Das charakteristische Ion m/z 82 (C5H6O•+) entsteht 

durch MCLAFFERTY-Umlagerung unter Abspaltung von C4H8 (Schema 172). Seine Intensität ist 

beim Z-Isomer deutlich höher. Möglicherweise ist hier eine cisoide Konformation von Carbonyl- 

und 4-Methylpentenyl-Gruppe aus sterischen Gründen begünstigt. Das Signal m/z 131 entspricht 

m/z 133 bei Filamentol. Hingegen entsteht m/z 121 vermutlich nicht durch Abspaltung von C3H7, 

sondern durch Abspaltung von Methyl und CO (via m/z 149 oder m/z 136, [M+-CO]).  

Schema 173: MCLAFFERTY-Umlagerung bei 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon 
(Filamenton, Yu.I).     

Bei Filamenton (Yu.I) wird die cisoide Struktur durch den Fünfring fixiert. Zudem erzeugt 

eine analoge MCLAFFERTY-Umlagerung ein sehr stabiles cyclisches Ion m/z 82 [C5H6O•+], so dass 

offenbar diese Umlagerung gegenüber dem Terpen-charakteristischen Abbau der Kette mit 

Bildung von m/z 69 bevorzugt ist (Schema 173).   
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F6.3.3 Yucca-Naturstoff Yu.D 

F6.3.3.1 Naturstoffanalyse 

In Graphik 107 ist das Massenspektrum der bei Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida 

gefundenen Verbindung Yu.D gezeigt. In deren Extrakten gehört sie gemeinsam mit 

Filamentolid, Filamentol und Filamental zu den vier Yucca-charakteristischen Substanzen mit 

dem höchsten Mengenanteil.   

Graphik 107: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) der natürlichen Verbindung Yu.D aus 
Blütenextrakt von Y. filamentosa.   

Für die Verbindung Yu.D wurden folgende elementaren Zusammensetzungen (GC/HR-MS-

Analyse) von Molekülion und charakteristischen Fragmenten berechnet (Tab. 29; weitere 

monoisotopische Massen und Summenformeln s. Anh. G.10.1D). 

Yu.D Fragment- 
m/z   [Da] Summenformel 

67.0564 C5H7           ▲ 
79.0566 C6H7 
95.0485 C6H7O 

107.0828 C8H11 
121.0871 C9H13 
135.0864 C9H11O 
149.0990 C10H13O 
164.1066 C11H16O      ◄ 

 

Tab. 29: Exakte Massen und elementare 
Zusammensetzungen von Molekülion (◄), 
Basepeak (▲) und diagnostischen Fragmenten 
von Yu.D,  Blütenextrakt von Y. glauca..  

Messung: GC/70 eV EI-HR-MS-TOF 
(Perfluortributylamin) [BARTRAM 2006]. 

Berechnung der Summenformeln unter 
Verwendung von ChemCalc [PATINY 2013, 2014]. 
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Das Massenspektrum von Yu.D mit der Summenformel C11H16O (Graphik 107) zeigt im 

Vergleich mit (isomerem) Filamental Yu.C (Graphik 100, S.492) eine auffallend hohe Intensität 

der Ionen M+ = 164 und M+-15, was auf eine cyclische Verbindung hinweisen kann. 

Hauptfragmentierung ist die Abspaltung einer Methyl-Gruppe, möglicherweise unter Bildung 

eines mesomeriestabilisierten Oxoniumions mit m/z 149. Die Verbindung Yu.D eliminiert im 

Gegensatz zu Filamentol (Yu.B) kein Wasser (auch m/z 131 = 149-H2O ist verhältnismäßig klein), 

sondern verliert [C2H5
•] (analog zu Filamentolid, Yu.A aber anders als Filamentol, Yu.B) unter 

Bildung von m/z 135 ([C9H11O+], nicht [C10H15
+] nach Abspaltung von [CHO•] wie bei Filamental, 

Yu.C). Das Vorliegen einer Hydroxyl-Gruppe oder einer Aldehydfunktion erscheint daher 

unwahrscheinlich. Basepeak ist m/z 67 und (wie bei Filamentolid mit m/z 66) nicht das für 

offenkettige Terpenoide typische Fragment m/z 69. Die 3-Methylbut-2-enyl-Endgruppe könnte 

also an der möglichen Bildung eines Cyclus beteiligt (nicht wie bei Filamenton) oder bei einer 

acyclischen Verbindung oxidiert sein. Das Ion m/z 121 ist ein sauerstofffreies Fragment und 

entsteht wie bei Yu.C nicht durch Abspaltung einer Isopropyl-Gruppe. Die gleiche Analogie zeigt 

m/z 95 der Zusammensetzung [C6H7O+] nach Verlust von [C5H9
•]. 

F6.3.3.2 Strukturhypothesen 1:  Acyclische Carbonyl-Verbindungen 

Sowohl Filamentolid (Yu.A) als auch Filamentol (Yu.B) und Filamental (Yu.C) sind formal 

Produkte einer Oxidation von DMNT in den allylischen Positionen C6 und C10. Das EI-

Massenspektrum von Yu.D lässt keinen eindeutigen Schluss auf das Vorliegen einer cyclischen 

oder acyclischen Verbindung zu. Neben Filamental sind offenkettige DMNT-Derivate der Masse 

M+ = 164 durch allylische Oxidation entlang der Kette in den Positionen 5 oder 6 bzw. terminal 

an C9 unter Bildung der Carbonyl-Verbindungen #409 bis Yu.6 möglich (Schema 174).  

Schema 174: Offenkettige Carbonyl-Verbindungen durch allylische Oxidation von DMNT in 
Position 5 (#409), Position 6 (#410) bzw. Position 9 (Yu.6).  

Das Keton (E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-4-on (#410) dient Ulmen zur Attraktion von 

Parasitoiden als Reaktion auf Herbivoren-Befall [WEGENER & SCHULZ 2002]. Das Basision m/z 83 

des Massenspektrums entsteht durch α-Spaltung. In Analogie sollte 4,8-Dimethyl-1,3,7-

nonatrien-5-on (#409) ein intensives Fragment m/z 95 liefern und wurde daher nicht 

synthetisiert. Die Verbindung wurde von STAMM et al. [2021] dargestellt und zeigt m/z 95 als 

Basision sowie ein intensives Signal m/z 67 (61%). 
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Auch bei 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal (Yu.6) ist kein intensives Fragment m/z 69 zu 

erwarten. Zur Überprüfung dieser Struktur lässt sich ein retrosynthetischer Ansatz aus dem 

Vergleich mit strukturverwandtem (2E)-2-Methyl-6-methylenocta-2,7-dienal (E-Myrcenal,  

L-183) ableiten. Dieser Aldehyd (bzw. dessen korrespondierender Alkohol, Myrcenol, L-184) wird 

aus Myrcen (L-185) durch allylische Oxidation mit Selendioxid erhalten [DELABY & DUPIN 1939; 

BÜCHI & WÜEST 1967; BYERS et al. 1990] (Schema 175A). Dabei erfolgt der Angriff bevorzugt auf 

allylische Positionen von isolierten vor konjugierten Doppelbindungen, auf Methyl- vor 

Methylen-Gruppen und (aus sterischen Gründen) auf E- vor Z-ständigen Gruppen 

[BHALERAO & RAPOPORT 1971; STEPHENSON &  SPETH 1979] (vgl. F6.3.3.4c). Daher sollte sich der 

Aldehyd Yu.6 regio- und 2E-selektiv aus DMNT darstellen lassen. 

F6.3.3.2a (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal (Yu.6)  

Schema 175: Synthese von 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal (Yu.6) und 2,6-Dimethyl-2,6,8-
nonatrien-1-ol (Yu.7).   
Bed.:   i) SeO2 0.1 eq., TBHP 4 eq., DMC, RT 24 h;   ii) NaBH4 5 eq., MeOH/THF 1:20,  -10 °C 1h. 

Zur Darstellung von Yu.6 wurde synthetisches E-DMNT (E-Yu.4) [TWELE 2009] mit SeO2 und 

tert-Butylhydroperoxid (TBHP) als Cooxidanz oxidiert [BÜCHI & WÜEST 1967; UMBREIT & 

SHARPLESS 1977] (Schema 175B). Die beiden vermuteten 2E/2Z-Isomere von Yu.6 konnten als 

Nebenprodukte (5%) detektiert (jedoch nicht isoliert) werden und entstehen im Verhältnis von 

1:1 (möglicherweise Isomerisierung des E-Allylalkohols bei der Folgeoxidation). Die Reduktion 

mit Natriumborhydrid [PAZ & RODRIGUES 2003] lieferte den vermuteten primären Allylalkohol 

Yu.7 mit M+ = 166 als 1:1-Gemisch der 2E/2Z-Isomere (Massenspektren s. Anh. G.10.7). 

Die Aldehyde 2E- und 2Z-Yu.6 zeigen untereinander sehr ähnliche, jedoch von Yu.D (S.502) 

deutlich abweichende Massenspektren (Graphik 108), und jeweils etwa 1.5 min höhere 

gaschromatographischen Retentionszeiten (HP-5) als E- bzw. Z-Filamental Yu.3. Die Alkohole 

2E- und 2Z-Yu.7 eluieren jeweils ca. 0.5 min später als die entsprechenden Aldehyde Yu.6 und 

deutlich nach E- bzw. Z-Filamentol Yu.2 (Übersicht der Retentionszeiten s. Graphik 117, S.520). 
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Graphik 108: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von vermutetem, synthetischem (2EZ,6E)-2,6-
Dimethyl-2,6,8-nonatrienal (Yu.6).   (Struktur nicht NMR-spektroskopische verifiziert) 
A: rt 28.08 min,  B: rt 28.62 min (HP-5ms).    

F6.3.3.3 Strukturhypothesen 2:  Heterocyclen 

Die Synthese von Filamental lieferte weitere Hinweise auf die Struktur von Yu.D: Die 

vermutlich mit dem Naturstoff identische Verbindung #408 entsteht als Nebenprodukt bei der 

PCC-Oxidation von synthetischem Filamentol (Yu.2) (S.497). Sie konnte 

säulenchromatographisch jedoch nicht von E- und Z-Filamental (Yu.3) getrennt und aus diesem 

Gemisch nicht NMR-spektroskopisch charakterisiert werden. Allerdings beweist ihr Auftreten 

die strukturelle Verwandtschaft mit den vier bisher identifizierten Yucca-Verbindungen. Und als 

Derivat von Filamentol sollte auch Yu.D eine Sauerstoff-funktionalisierte Methyl-Gruppe C10 

aufweisen. 

Der radikalische Charakter von Cr(VI)-Oxidationen [DAUBEN et al. 1969; MUZART 1992] erklärt 

die Bildung von Filamenton (Yu.I) aus Filamentol (Yu.B) (Schema 170, S.498). Analog hierzu 

könnten durch radikalischen Angriff des O-Atoms auf die Allyliden-Gruppe Furan- oder Pyran-

Derivate mit 4-Methyl-pent-3-enyl-Seitenkette entstehen: 2-Methyl-4-(4-methylpent-3-en-1-

yl)furan (#411) und 5-(4-Methylpent-3-en-1-yl)-2H-pyran (#412) (Schema 176A). Ein 

entsprechender Angriff auf die isolierte Doppelbindung würde unter Erhalt der Allyliden-
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Gruppe (EZ)-5-Allylidene-2-(prop-1-en-2-yl)tetrahydro-2H-pyran (#413) bzw. (EZ)-5-Allyliden-

2-(prop-2-ylidene)tetrahydro-2H-pyran (#414) liefern (Schema 176B).  

Zudem sind allylische Oxidationen durch PCC und PDC beschrieben [DAUBEN et al. 1969; 

COREY & BOGER 1978; CAINELLI & CARDILLO 1984; MUZART 1992]. Nach Abstraktion eines H-Atoms 

von C6 könnte durch radikalischen Ringschluss der mit Filamentolid gerüstgleiche Ether 3-

Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)tetrahydrofuran (#415) entstehen (Schema 176C).  

Schema 176: Strukturpostulate für den Naturstoff Yu.D: Heterocyclen und ihre mögliche Bildung 
durch radikalische Cyclisierung bei der PDC-Oxidation von synthetischem Filamentol (Yu.2). 

Natürliche cyclische Ether werden biosynthetisch häufig aus acyclischen Terpenoiden durch 

Aktivierung allylischer Methylen- oder Methyl-Gruppen erzeugt (s. F6.3.5, Anh. G.10.8). Die 

entstehenden Heterocyclen sind um zwei Masseneinheiten leichter und zeigen im 

Massenspektrum häufig eine höhere Intensität des Molekülions und / oder eines stabilen 

cyclischen Tochterfragments, z.B. Perillen (Yu.W) (Cyclisierungsprodukt von Geranial, L-186, 

Strukturen und Massenspektren s. Anh. G.10.8A). Zwar wurde dieses Furan-Derivat in den 

Extrakten gefunden, die hypothetischen „Homoperillene“ #411 und #412 (Schema 176A) sollten 

aber wie Perillen (anders als Yu.D) Massenspektren mit einem intensiven Signal m/z 69 zeigen. 

Bei Rosenoxid (L-187, Cyclisierungsprodukt von Citronellol, #279) verliert das Molekülion 

M+ = 154 ein Methyl-Radikal unter Bildung des Oxoniumions m/z 139 als Basision. Eine 

Cyclisierung unter Beteiligung der Terpen-Endgruppe mindert die Intensität des Fragments 

m/z 69, wie z.B. bei Neroloxid / Nerol (L-188, L-189) oder Herboxid / Linalool (L-190, L-8) (s. Anh. 

G.10.8D). In beiden Fällen entstehen intensive Ionen m/z 67. Ein Vergleich der 

Fragmentierungsmuster von Yu.D (Graphik 107, S.502) und Filamentol (Yu.B, Graphik 99, S.491) 

zeigt Parallelen zu diesen Modellsystemen.  
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F6.3.3.3a 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)tetrahydrofuran (#415) 

Zwar sollten die Massenspektren der Verbindungen #413, #414 und #415 (ebenso wie 

Filamentolid Yu.A, Graphik 95, S.479) nicht m/z 69 als Basepeak zeigen. Das Tetrahydrofuran-

Derivat #415 erscheint jedoch wegen der engen Verwandtschaft mit Filamentolid (terpenoide 

Hauptkomponente aller Yu.D -haltigen Extrakte) eine wahrscheinliche Struktur. 

Schema 177: Versuche zur Reduktion von natürlichrem Lacton Yu.A zum Ether #415. 
Bedingungen:   i) BF3, NaBH4, Et2O RT, 2 h;   ii) BF3, NaBH4, Et3SiH, Et2O RT 12 h;  

iii) BF3, Et3SiH, Et2O RT, 2 h. 

Zur Überprüfung dieses Strukturvorschlags wurde versucht, natürliches, aus Diethylether-

Extrakten von Kultur-Y. filamentosa-Blüten isoliertes Filamentolid (Yu.A) (s. F6.2.1) durch 

Mikroderivatisierung mit BF3 / NaBH4, BF3 / NaBH4 / Et3SiH oder BF3 / Et3SiH (Schema 177) 

[DIAS & PETTIT 1971; KRAUS  et al. 1981; JAKOPOVIĆ et al. 2015] zu dem korrespondieren Ether #415 

zu reduzieren. Der Naturstoff zersetzte sich unter diesen Bedingungen. 

Möglicherweise lässt sich 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)tetrahydrofuran (#415) nach 

den retrosynthetischen Ansätzen aus Anhang G.10.9 darstellen. Die Strukturpostulate #413, #414 

und #415 wurden wegen der Erkenntnisse der folgenden GC/FT-IT-Analyse nicht durch 

unabhängige Synthese überprüft.  

F6.3.3.4 Strukturhypothesen 3:  Carbocyclen 

Von natürlichem Yu.D aus einem Blütenextrakt von Y. filamentosa und von der synthetischen 

Verbindung #408 (Nebenprodukt der PCC-Oxidation von Filamentol, Yu.2, s. F6.3.2.3) wurden 

identische GC/FT-IR-Spektren (Graphik 109) aufgenommen. Dies lieferte nicht nur einen 

zusätzlichen Beweis für deren Identität sondern auch weitere Hinweise zur Identifizierung 

dieser Verbindung. Das GC/FT-IR-Spektrum zeigt eine starke Bande bei ῡ = 1642 cm-1, die sich 

der Valenzschwingung der Allyliden-Gruppe zuordnen lässt (Streckschwingung eines 

konjugierten Diens, vgl. Spektrum von E-DMNT und Interpretation der Banden, Anh. G.10.10A). 

Die starke Bande bei ῡ = 1711 cm-1 deutet auf das Vorliegen einer Carbonyl-Funktion hin. Wegen 

der schwachen Bande bei ca. ῡ = 2720 cm-1 (Aldehyd-[OC-H]-Valenzschwingung, vgl. Spektrum 

von Filamental, Yu.C, Anh. G.10.10C) erscheint ein ungesättigtes Keton wahrscheinlicher 

[OHLOFF et al. 1964; HESSE et al. 1991; GREMLICH 200] Allerdings zeigt die ν(C=O)-Bande relativ zu 

den (C-H)-Valenzschwingungen zwischen 2800 und 3100 cm-1 eine geringere Intensität als die 

der Carbonyl-Schwingungen von Filamental (Yu.C) und Filamentolid (Yu.A) (Anh. G.10.10D). 
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Graphik 109: GC/FT-IR-Spektrum der natürlichen Verbindung Yu.D aus Blütenextrakt von 
Y. filamentosa.  
Messung: [ZARBIN 2016].    

Ausgehend von Filamentol sind unter Erhalt der Oxygenierungs-Position C10 und des DMNT-

Gerüsts mehrere (fünf- bzw. sechsgliedrige) carbocyclische Carbonyl-Verbindungen denkbar. 

Die beiden Ketone Yu.8 und Yu.9 können bei der Oxidation von Filamentol (Yu.2) aus dem Angriff 

von C1 (anders als bei Filamenton, Schema 170) auf die isolierte Doppelbindung resultieren. 

Durch radikalischen Ringschluss zwischen C8 und C6 könnte (analog der Bildung von Cyclocitral 

aus Geranial) der Aldehyd Yu.10 (oder eines seiner Doppelbindungs-Positionsisomere) 

entstehen (Schema 178).   

Schema 178: Strukturvorschläge für Yu.D: Carbocyclen. Mögliche Bildungsmechanismen bei der 
Oxidation von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Yu.2) und retrosynthetische Schnitte. 
Radikal-Angriff auf die Doppelbindung C7-C8 (geknüpfte Bindung in cyclischen Produkten grau). 
Mögliche Synthese: a) Allylidenierung, b) Isopropylierung, c) allylische Oxidation, d) Olefinierung.  

F6.3.3.4a 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) 

Wegen der Hinweise aus dem GC/FT-IR-Spektrum wurden zunächst beide Ketone in Betracht 

gezogen. Da Yu.9 ein Massenspektrum mit intensivem MCLAFFERTY-Ion m/z 122 (vgl. Filamenton, 

Schema 173, S.501), Yu.8 hingegen ein intensives Signal [M+-Me] zeigen sollte, wurde 2-Allyliden-

6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) als wahrscheinlichere Struktur angesehen. Das Keton Yu.8 ist 

retrosynthetisch das Aldolkondensationsprodukt von 2,2-Dimethylcyclohexanon (#416) mit 

Acrolein (#398) (Schema 178.A). Wegen geringer Nebenreaktionen bei der abschließenden 
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Allylidenierung zur Darstellung von Filamentolid (Yu.1) (s. F6.3.1.4) wurde hier eine analoge 

Synthese angestrebt.  

Dazu wurde versucht, kommerziell erhältliches 2,2-Dimethylcyclohexanon (#416) mit 

DMPSCl in α-Position zu silylieren und anschließend in einer PETERSON-Olefinierung mit Acrolein 

(#398) umzusetzen. Dabei wurde jedoch (im Gegensatz zu dem stärker C-nukleophilen Lacton-

Li-Enolat e´, Schema 164, S.482) sowohl mit LDA als auch mit NaH als Base nur der O-silylierte 

Enolether (#417) erhalten (NMR-Identifizierung). Daher wurde das Edukt #416 mit LDA 

deprotoniert und bei -20 °C in einer gekreuzten Aldol-Reaktion mit Acrolein (#398) umgesetzt 

(Schema 179) [HEATHCOCK et al. 1980; BARTOLI et al. 2002; FENG & KOBAYASHI 2013]. Die 

Zielverbindung 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) konnte mit ca. 15%iger 

Ausbeute 179 als 1:200 Gemisch der EZ-Isomere isoliert werden.  

Schema 179: Synthese von 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8). 
Bedingungen:  i,ii) Peterson-Olefinierung, s. Schema 165;    
  iii)  LDA, 2 eq., THF, -40 °C 30 min, Acrolein (#398) 3 eq., -20°C 90 min.    

Für das später eluierende Hauptprodukt wurde mittels NOESY-NMR-Spektroskopie  

E-Konfiguration bestimmt (entspricht der Elutionsfolge von Filamentolid). Die Methylen-

Protonen H3 koppeln mit dem olefinischen Proton H8, nicht aber mit H7 (Graphik 110). 

Vermutlich resultiert die hohe E-Selektivität aus einer thermodynamisch kontrollierten 

Eliminierung am intermediären Ketol und nicht aus einer kinetischen Kontrolle der Addition.  

Die 70 eV-Massenspektren der beiden EZ-Isomere sind in Graphik 111 gegenübergestellt. Die 

Spektren von E- und Z-Yu.8 ähneln einander, unterscheiden sich aber stark von dem von Yu.D 

(S.502). Die gaschromatographischen Retentionszeiten (HP-5) liegen um ca. 1.2 min höher (E-

Yu.8) bzw. 0.6 min niedriger (Z-Yu.8) als die von Yu.D (s. Graphik 117, S.520). 

                                                 
179  Nebenprodukte: Ketol (unvollständige Eliminierung zur Zielverbindung), intraspezifische Aldol-Dimere bzw. 

-Kondensationsprodukte. 
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Graphik 110: NOESY-NMR-Spektrum (400 MHz, C6D6, Ausschnitt) des später eluierenden 
synthetischen Hauptprodukts (E)-2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (E-Yu.8). 
Kopplung der CH2-Protonen an C3 mit dem olefinischen Proton H8 und nicht mit H7;  
δ (400 MHz, CDCl3) [ppm] = 2.21 - 2.26 (m, CH2 C4), 6.36 (ddd, =CH C8), 7.19 (dtt, =CH C7). 

Graphik 111: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von synthetischem 2-Allyliden-6,6-
dimethylcyclohexanon (Yu.8). 
A: [2(7)E]-: rt 27.20 min,  B: [2(7)Z]-: rt 25.38 min (HP-5ms).     
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F6.3.3.4b 2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) 

Um die vermutete Fragmentierung (MCLAFFERTY-Ion m/z 122) zu überprüfen, wurde  

2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) aus kommerziell erhältlichem Cyclopentanon 

(#418) dargestellt. Dazu wurde gemäß dem retrosynthetischen Ansatz von Schema 178B (S.508) 

eine Folge aus Isopropylierung und anschließender Allylidenierung gewählt. Um eine 

Selbstkondensation von Cyclopentanon zu verhindern und die Reaktivität gegenüber dem 

Elektrophil zu erhöhen, wurde das Keton in sein Dimethylhydrazon (#419) umgewandelt 

[COREY & ENDERS 1976, 1978a,b; MINO et al. 1997]. Dieses wurde bei -70 °C mit n-BuLi 

deprotoniert und mit Isopropylbromid (#420) alkyliert. Dabei bildete sich 2-

Isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon (#421) als EZ-Gemisch mit chemischer Reinheit 

von ca. 80% (10% Edukt, 10% Dialkylprodukt; GC/MS-Analyse). Das Rohprodukt wurde ohne 

weitere Isolierung und Charakterisierung erneut in der Kälte deprotoniert und mit Acrolein 

(#398) umgesetzt (Schema 180).  

Schema 180: Synthese von 2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9). 
Bedingungen:  i) Me2NNH2 1.1 eq., p-TsOH 0.01 eq., CyHex, refl. 4 h;   

ii)  1) n-BuLi 1.6N Hex 1.05 eq., THF -70 °C 40 min,  
2) iPrBr (#420) 1.03 eq., -60 °C bis RT 14 h;   

iii) 1) n-BuLi 1.6N Hex 1.05 eq., THF, -70 °C 45 min,  
2) Acrolein (#398) 1.1 eq., -60°C bis RT 16 h;    

iv) HCl 1N, NH4Cl aq. sat., Pentan, RT 12 h;    
v) MsCl 1.2 eq., TEA 5 eq., DCM, -40 °C bis RT 2 h.  
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Das Rohprodukt der Sequenz Alkylierung / Aldol-Reaktion enthielt ca. 54% des Addukts 

#422, hingegen nur ca. 2% Kondensationsprodukt #423 (Nebenprodukte s. Anh.g G.10.11A 180). 

Entsprechend wurden nach saurer Hydrolyse der Hydrazone nur etwa 6% Yu.9 allerdings über 

40% Ketol #424 gefunden (3 gaschromatographisch getrennte Stereoisomere). Die gewünschte 

Reaktion zum α,β,γ,δ-Dienon Yu.9 konnte durch Mesylierung und in situ Eliminierung erreicht 

werden [OARE et al. 1990; SUGIURA et al. 2014] (Schema 180). Die Zielverbindung 2-Allyliden-5-

isopropylcyclopentanon (Yu.9) wurde mit einer Ausbeute von ca. 3% über 5 Stufen isoliert.  

Das NOESY-NMR-Experiment ergab für die stereogene Doppelbindung des Hauptisomers 

[2(6)E]-Konfiguration (Graphik 112). Das thermodynamisch weniger stabile Z-Isomer entsteht in 

Übereinstimmung mit einer E1-Eliminierung am Mesylat relativ nur zu etwa 0.15%. Dieses 

eluiert ähnlich wie bei Filamental ca. 1 min später (s. Graphik 117, S.520). Das 70 eV-

Massenspektrum von E-Yu.9 ist in Graphik 113 gezeigt. Basepeak ist das durch MCLAFFERTY (ML)-

Umlagerung (Abspaltung von Propen) aus dem Molekülion entstehende Fragment m/z 122. Das 

Spektrum unterscheidet sich stark von dem von Yu.D (S.502). Die EZ-Isomere eluieren ca. 

2.1 bzw. 3.1 min später (GC, HP-5) als Yu.D (s. Graphik 117, S.520).   

Graphik 112: NOESY-NMR-Spektrum (400 MHz, C6D6, Ausschnitt) des später eluierenden 
synthetischen Hauptprodukts (E)-2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (E-Yu.9). 
Kopplung der CH2-Protonen an C3 mit dem olefinischen Proton H7 und nicht mit H6; 
δ (400 MHz, CDCl3) [ppm] = 1.93-2.04 / 2.30 (m/ddtd, CH2 C3), 6.24 (dddd, =CH C7), 7.09 (dt, 
=CH C6). 

                                                 
180  2% Edukt #419 und 15% Monoalkylierungsprodukt #421 sowie unerwünschtes Dialkylierungsprodukt (2,5-

Diisopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon, 13%) und nicht alkyliertes Aldolprodukt (2-(1-Hydroxy-2-
propenyl)cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon, 14%).  
Nach Hydrolyse: 2-Isopropylcyclopentanon, 2,5-Diisopropylcyclopentanon und 2-(1-Hydroxy-2-
propenyl)cyclopentanon. Letzteres liefert durch Eliminierung 2-Allylidencyclopentanon. 
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Graphik 113: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem (E)-2-Allyliden-5-isopropyl-
cyclopentanon (E-Yu.9).  
[2(6)E]-: rt 28.11 min,   [2(6)Z]-: rt 29.04 min (HP-5ms). 

Das Nebenprodukt 2-Allylidencyclopentanon mit M+ = 122 (entsprechende dem ML-Ion von 

Yu.9) zeigt unterhalb von m/z 122 ein ähnliches Massenspektrum wie Yu.9 mit m/z 66 als 

Basepeak (Anh. G.10.11B). Dies unterstützt die Vermutung der Bildung von m/z 66 bei 

Filamentolid (Yu.1) unter Beteiligung der Allyliden-Gruppe (Schema 167, S.489). 

F6.3.3.4c 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) 

Strukturpostulat C (Schema 175, S.504) ist ein Isohomocyclocitral. Wegen der Struktur-

verwandtschaft könnte der Aldehyd (Yu.10) aus Cyclocitral (#425) durch Olefinierung der 

Carbonyl-Funktion und anschließende allylische Oxidation zugänglich sein (Schema 178C, S.508).   

Mit Methyl-WITTIG-Reagenz (#426a) konnte #425 mit einer Ausbeute von 68% (nach 

Destillation) zu 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en („Cyclo-DMNT“) (#427) umgesetzt werden 

[LEOPOLD  et al. 1986; MAYO et al. 2016] (Massenspektrum s. Anh. G.10.12A). Die cyclische 

Verbindung eluiert ca. 2 min (HP-5) vor dem offenkettigen Isomer E-DMNT. Zur allylischen 

Oxidation der Methyl-Gruppe C9 mit Selendioxid wurden verschiedene Lösungsmittel- und 

Reagenzsysteme getestet (s.u.). Dabei wurden je nach Reaktionsbedingungen stark variierende 

und ausschließlich sehr komplexe Produktgemische erhalten (Schema 181). Die besten 

Ergebnisse bezüglich der Synthese von möglichen Allylalkoholen der Masse M+ = 166 bzw. ihren 

Oxidationsprodukten mit M+ = 164 wurden mit zweimolarem SeO2-Überschuss in 

Dioxan/Wasser 5:1 bei RT nach ca. 48 h erzielt.  
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Schema 181: Synthese von 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) und Bildung 
anderer nicht natürlicher Terpenoide.   
Bedingungen:   i) CH2PPh3 (#426a) 1.5 eq., THF, -40 °C bis RT 14 h;   ii) SeO2 2 eq., CyHex/H2O 5:1, 

RT 48 h;   iii) SeO2 0.1 eq., SiO2, tBuOOH 70% H2O 4 eq., DCM, RT 24 h;   iv) PDC 1.2 eq., 
Molsieb 4 Å, DCM, -40 °C bis 0 °C 2.5 h;   v) DIBAlH 1.2M Tol, DCM, -20 °C 2 h;   vi) DMP 2 eq., 
DCM, -40 °C 30 min. 

Hauptprodukte sind zwei von mehreren Verbindungen mit M+ = 166, #428 (ca. 9%, GC) und 

#429 (ca. 22%). Zur Darstellung der jeweiligen Carbonylverbindungen wurde ein Teil des 

Rohprodukts mit PDC oxidiert [BARRERO et al. 2002]. Dabei blieb der relative Anteil von #428 

unverändert. Hingegen wurde #429 in sein vermutetes Oxidationsprodukt #430 mit M+ = 164 

umgewandelt. Zudem bildeten sich ca. 19% der Verbindung #432 mit M+ = 180  

(rtHP-5 = 32.78 min). 181  

Die Struktur der offenbar unter den Reaktionsbedingungen nicht oxidierbaren Verbindung 

#428 wurde nach säulenchromatographischer Fraktionierung des Rohprodukts der SeO2-

Oxidation mittels NMR-Spektroskopie als 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran 

aufgeklärt (Massenspektrum s. Anh. G.10.12E). Aus dem PDC-Oxidations-Rohprodukt konnte die 

Verbindung #430 isoliert und NMR-spektroskopisch als 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-

on identifiziert werden. Die Identität von #429 mit dem korrespondierenden Allylalkohol, 2,4,4-

Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol, wurde durch DIBAlH-Reduktion [WINTERFELD 1975; 

SEYDEN-PENNE 1991] von #430 bewiesen. Die Massenspektren von #429 und #430 sind in Anhang 

G.10.12C und D gezeigt.  

 

                                                 
181  Die relativen Mengen der Produkte schwankten stark mit den Bedingungen, besonders mit der Reaktions-

zeit. Allerdings blieb auch bei größerem SeO2-Überschuss der Gehalt an Edukt hoch und die Folgeoxidation zu 
Carbonylverbindungen vernachlässigbar. Mit höherer Raktionsdauer oder -temperature nahmen jedoch die 
Komplexität der Gemische und der Anteil höhermolekularer Produkte stark zu.  
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Auch andere Alkylcyclohexen- und -cyclohexadien-Derivate werden bevorzugt im Ring 

oxidiert und neigen zu anschließender Eliminierung (Aromatisierung). So ist für Cyclocitral die 

Bildung von Safranal (L-65, E.3.3) und nicht die Oxidation der Methyl-Gruppe C8 beschrieben 

[TRACHTENBERG et al. 1970; RABJOHN 1960; STROMMER et al. 2001].  

Schema 182: SeO2-Oxidation von 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (#427).  
A-C: Mechanismus der Bildung von Allylalkoholen, D: mögliche Zwischenprodukte nach [4+2]-
Addition.  

Bei der SeO2-Oxidation entsteht durch eine ALDER-En-Reaktion zunächst eine 

Allylseleninsäure (Schema 182, Pfad A und B). Diese lagert sich [2,3]-sigmatrop zum SeII-

Säureester um (Pfad C) [TRACHTENBERG et al. 1970; SHARPLESS & LAUER 1972; STEPHENSON &  

SPETH 1979]. Bei konjugierten Dienen konkurriert die [4+2]-Cycloaddition zum Oxaselenin 

(Pfad D), welches zu 1,2- oder 1,4-Diolen weiteroxidiert werden oder Selen-Heterocyclen bilden 

kann [HELDEWEG & HOGEVEEN 1976; RABJOHN 1960; NGUYEN & LEE 2001]. Dieser Reaktionspfad 

könnte die Bildung von #428 erklären und wäre dann im Falle von Cyclo-DMNT (#427) als Edukt 

gegenüber der ALDER-En-Reaktion bevorzugt. Grund hierfür ist vermutlich, dass das Dien durch 

die initiale Addition bei Pfad A und B dekonjugiert wird (vgl. Reaktion der isolierten 

Doppelbindung zur Synthese von Yu.6, Schema 175B). 

In Ethanol [BHALERAO & RAPOPORT 1971] bilden sich #429 und als Hauptprodukt dessen 

Ethylether. Auch konnte das C9-Selenol nicht mit Essigsäure [SCHAEFER et al. 1968] als Acetat 

abgefangen werden. Als Nebenprodukt in Dioxan/Wasser entsteht hingegen die Verbindung 

#431 mit M+ = 166, die ca. 1.4 min nach #429 eluiert (HP-5, Vergleich der Retentionszeiten s. 

Graphik 117, S.520). Sie konnte aus dem Reaktionsgemisch säulenchromatographisch nicht 

isoliert werden ist aber vermutlich der gesuchte Allylalkohol, (3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-

en-1-yl)methanol (1-Hydroxymethyl-3,3-dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en, #431) (Massen-

spektrum s. Anh. G.10.12F). 
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Graphik 114: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von  A: synthetischem vermuteten 3,3-Dimethyl-2-
vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10), und   B: kommerziellem Cyclocitral (#425). 
Kennzeichnung der Massendifferenz von 12 amu zwischen den charakteristischen Ionen 
beider Verbindungen; Retentionszeiten: A: rt 25.90 min,   B: rt 24.59 min (HP-5ms). 

Mit dem milderen DESS-MARTIN-Periodinan (DMP) (s. Darstellung von Filamentolid, F6.3.1.4) 

konnte #431 zu der vermuteten Zielverbindung 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-

carbaldehyd (Yu.10) oxidiert werden. Wegen der geringen Menge (ca. 1.5% im Rohprodukt, GC) 

war eine Isolierung und NMR-spektroskopische Charakterisierung nicht möglich.  

Allerdings zeigt das massenspektrometrische Fragmentierungsmuster (EI) von Yu.10 eine 

sehr deutliche Analogie zu dem von Cyclocitral (#425): die charakteristischen Signale des 

vermuteten Isohomocyclocitral (C11H16O, M+ = 164, Yu.10) sind jeweils um 12 Einheiten zu 

höheren Massen gegen die entsprechenden Ionen von Cyclocitral (C10H16O, M+ = 152) 

verschobenen (Graphik 114). Wegen der engen Verwandtschaft der beiden Strukturen ist daher 

die Identität dieses Synthese-Nebenprodukts mit 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-

carbaldehyd (Yu.10) sehr wahrscheinlich. Das 70 eV-Massenspektrum der Verbindung 

unterscheidet sich deutlich von dem von Yu.D (S.502). Die gaschromatographische 

Retentionszeit (HP-5) ist jedoch nur um ca. 0.2 min kleiner als die von Yu.D (s. 

Graphik 117, S.520).    
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Bei Zusatz von TBHP [UMBREIT & SHARPLESS 1977; CHHABRA et al. 1981; PAZ & RODRIGUES 2003] 

(ebenso wie bei der PDC-Oxidation) entsteht die Verbindung #432 mit M+ = 180 als eines der 

Hauptprodukte. Nach säulenchromatographischer Isolierung und NMR-Charakterisierung 

wurde sie als Dihydroactinidiolid (4,4,7a-Trimethyl-5,6,7,7a-tetrahydro-(4H)-benzofuran-2-on) 

identifiziert (s. C. psidii). 182 Das Lacton #432 könnte parallel zum entsprechenden Dihydrofuran 

#428 nach [4+2]-Cycloaddition aus dem 1,4-Diol durch Folgeoxidation der primären Hydroxyl-

Gruppe entstehen. Unter drastischeren Bedingungen (Dioxan, refl., aber ohne tBuOOH) 

[BESTMANN & SCHOBERT 1985] entstehen Verbindungen mit M+ = 184, die vermutlich Diole sind. 

F6.3.3.5 Strukturhypothesen 4:  iso-Filamentale 

F6.3.3.5a Derivatisierung des Naturstoffs Yu.D 

Keines der bisher überprüften Strukturpostulate ist identisch mit dem Yucca-Naturstoff Yu.D. 

Die Massenspektren aller Syntheseprodukte unterscheiden sich so deutlich von dem der 

unbekannten Substanz, dass sich daraus keine Schlüsse auf ihre Struktur ableiten lassen.  

Daher wurde versucht, die Verbindung Yu.D aus Blüten von Kultur-Y. filamentosa zu isolieren 

und NMR-spektroskopisch zu charakterisieren. In Fest-Flüssig-Extrakten konnte Yu.D nicht 

nachgewiesen werden (s. F6.2.1). Zudem zeigten SPME-Experimente, dass bei 24 Stunden alten 

Blüten sein Anteil deutlich gemindert ist. Nach zwei Tagen wurde die Verbindung kaum noch 

nachgewiesen, ebenso wie in welk geernteten Blüten. Durch Headspace-Extraktion von frisch 

geernteten Blütenblättern an Super Q (Chromatogramm s. Anh. G.10.1A) konnten ca. 20 mg 

Rohmaterial gewonnen werden. Zunächst wurden die Kohlenwasserstoffe säulen-

chromatographisch abgetrennt. Im Anschluss konnten zwar sowohl Filamentolid (Yu.A) als auch 

Filamentol (Yu.B) isoliert werden (jeweils als EZ-Gemisch) (s. F6.2.1). Es zeigte sich jedoch, dass 

Yu.D mit den Aldehyden E- und Z-Yu.C coeluiert (Rf = 0.35, Pentan : Diethylether 20 : 1) (s.a 

Bildung als Nebenprodukt bei der Oxidation von Filamentol, F6.3.2.3).  

Versuche zur Derivatisierung dieser Mischfraktion mit LAH, DIBALH, PDC oder Bisulfit 

erbrachten keine brauchbaren Ergebnisse. Hingegen wurden nach Hydrierung über Pd/C als 

Hauptprodukt 6-Methyl-2-propylheptan-1-ol (Hydro-Filamentol, #433) (Massenspektrum s. Anh. 

G.10.13A), geringe Mengen 4,8-Dimethylnonan (#435) (Hydro-DMNT, MS s. Anh. G.10.13B) und 

2-Methylnonan (Hydrierungs-Decarbonylierungs-Produkt) sowie als einzige weitere eine neue 

unbekannte Substanz, #434, erhalten.  

                                                 
182  Das Carotenoid-Derivat Dihydroactinidiolid ist als Blütenduftstoff bei Orchideen verbreitet [EL-SAYED 2019] 

und Bestandteil von ätherischen Ölen, z.B. zusammen mit Actinidin (s. A. victrix) von Silberwein (Actinidia 

polygama) [SAKAN et al. 1967]. Bei Insekten dient es Danainen-Männchen als Sexualpheromon 
[FRANCKE et al. 1989; SCHULZ et al. 1993b] und ist Teil des Queen-Recognition-Pheromons der Roten 
Feuerameise, Solenopsis invicta [ROCCA et al. 1983]. Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Verbindung mit 
unbekannter Funktion bei C. psidii gefunden. 
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Das Hydrierungsprodukt #434 eluiert unter Verwendung von HP-5 als stationäre 

gaschromatographische Phase ca. 2.1 min früher. Der Naturstoff Yu.D besitzt aber mit Rf = 0.58 

(Pentan : Et2O 10 : 1) einen gegenüber Yu.D nur wenig höheren Rf-Wert, jedoch eine viel 

geringere Polarität als der primäre Alkohol #433 (Rf = 0.09). 183 Das Vorliegen einer Hydroxyl-

Gruppe ist deshalb unwahrscheinlich. Nach erneuter Säulenchromatographie konnten wegen 

der sehr geringen Substanzmenge keine brauchbaren NMR-Daten von #434 erhalten werden.  

Das Massenspektrum von #434 ist in Graphik 115 gezeigt und deutet auf eine acyclische 

Verbindung hin. Das Molekülion M+ = 170 [C11H22O•+] entsprechend einem 

Doppelbindungsäquivalent, verliert ein Methyl-Radikal zu m/z 155, nicht aber Wasser (vgl. 

dagegen 6-Methyl-2-propylheptan-1-ol, #433). Die charakteristischen Fragmente m/z 128 und 86 

mit den möglichen Summenformeln [C8H16O+] und [C5H10O+] könnten durch ML-Umlagerung 

aus 6-Methyl-2-propylheptanal (Hydro-Filamental) entstehen. Das Ion m/z 57 würde bei diesem 

aus dem gesättigten iso-Methyl-verzweigten Molekülende gebildet.   

Graphik 115: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) des unbekannten Naturstoffderivats #434 nach 
Pd/C-Hydrierung von natürlichem Yu.D in säulenchromatographischer Fraktion eines 
Blütenextrakts von Y. filamentosa-Kulturtyp; rt 23.95 min (HP-5ms).   

                                                 
183  Die geringe Polarität von Yu.D zeigt sich auch in SPME-Experimenten mit verschieden polaren 

Adsorbentien. Auf den polareren Polyacrylat-Fasern adsorbieren Filamentolid und Filamentol gegenüber Yu.D 

mit höherem Anteil als bei Verwendung von SPME-Nadeln mit Carboxen®-Beschichtung. 
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Das FT-IR-Spektrum von #434 (Graphik 116) zeigt mit ῡ = 1724 cm-1 eine Bande, die sich der 

(C=O)-Streckschwingung eines gesättigten Aldehyds zuordnen lässt, jedoch nicht die (C=C)-

Streck- sowie die (=C-H)- und (=CH2)-Beugeschwingungen des ungesättigten Aldehyds Yu.C (vgl. 

Graphik 109, S.508). 

Graphik 116:  GC/FT-IR-Spektrum des Hydrierungs-Produkts #434; Hydrierung einer 
säulenchromatographischen Fraktion eines Blüten-Extrakts von Y: filamentosa bestehend aus 
den Naturstoffen E- und Z-Filamental (Yu.C) sowie der unbekannten Verbindung Yu.D.   
Messung: [ZARBIN 2016.].    

Demnach wäre #434 (6-Methyl-2-propylheptanal) das unvollständige und gemeinsame 

Hydrierungsprodukt von E- und Z-Filamental (Yu.C) sowie von Yu.D. Die gaschromatographische 

Retentionszeit-Verschiebung (HP-5) gegenüber Filamental ist ähnlich der des Paares Filamentol 

(Yu.B) / Hydro-Filamentol (#433).  

Die bisher identifizierten Yucca-Terpenoide besitzen alle nicht nur ein DMNT-Kohlenstoff-

Skelett und eine oxygenierte Methyl-Gruppe C10 sondern auch Doppelbindungen an den DMNT-

entsprechenden Positionen. Obige analytische Befunde zum Naturstoff Yu.D deuten jedoch auf 

ein Doppelbindungs-Positionsisomer von Filamental (Yu.C) hin. Ein solches könnte sich auch 

unter den radikalischen Bedingungen bei der PCC-Oxidation von Filamentol (Yu.B) durch 

Isomerisierung der Doppelbindungspositionen bilden (Schema 183).  

Schema 183: Derivate von Filamental (Yu.C) durch Isomerisierung der Doppelbindungspositionen als 
mögliche Strukturen des Naturstoffs Yu.D. 
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F6.3.3.5b 6-Methyl-2-propyliden-hepta-3,5-dienal (#436) 

Hauptfragmentierung von 6-Methyl-2-propylidenhepta-3,5-dienal (#436) wäre vermutlich 

die Abspaltung von Methyl unter Ausdehnung des mesomeren Systems über das resultierende 

Fragment [C10H13O+] (m/z 149). Aus diesem könnte durch Verlust von CO das Ion [C9H13
+] 

(m/z 121) und durch Abspaltung von [C4H6
•] das Fragment [C6H7O+] (m/z 95) entstehen. Auch 

die Bildung von Sauerstoff-freiem [C5H7
+] (m/z 67, Basepeak des Spektrums von Yu.D, S.502) 

wäre als deren Tochterion oder aus dem Molekülion durch Bruch der Bindung C3-C4 möglich. 

Die beobachtete gaschromatographische Retentionszeit von Yu.D im Vergleich mit der von E- 

(und Z-) Filamental steht im Einklang mit der strukturellen Ähnlichkeit und auch die 

säulenchromatographische Coelution mit E- (und Z-) Filamental ist so zu erklären. Die 

stereogene Doppelbindung in Pos. 3 sollte bei der Isomerisierung E-selektiv gebildet werden. 

Das mögliche Z-Isomer Yu.D2 ist in den Naturextrakten nur in sehr geringen Konzentrationen 

enthalten. Im IR-Spektrum (Graphik 109, S.508) zeigt Yu.D eine intensivere Bande der 

asymmetrischen CH3-Streckschwingung als die übrigen DNMT-Derivate sowie mit 1711 cm-1 eine 

ν(C=O) bei höheren Wellenzahlen als Filamental, was sich durch eine zusätzliche CH3-Gruppe 

sowie die vermutete Kreuzkonjugation erklären lässt. Auch die viel intensivere Bande der C=C-

Valenzschwingung bei 1642 cm-1 (Filamental 1630 cm-1) lässt sich auf ein konjugiertes Trien 

zurückführen. Die Verbindung #436 erscheint daher wahrscheinlicher als die dekonjugierten 

Isomere #437 und #438.    

Die Isomerisierung von Doppelbindungspositionen könnte auch die Anwesenheit der bisher 

nicht identifizierten Yucca-Duftstoffe mit den Massen M+ = 164 und 166 (s. Tab. 25) u.a. der 

Naturstoffe Yu.F, Yu.G, Yu.H und Yu.J (MS s. Anh. G.10.3) erklären. Isomerisierungen und die 

vermutete Instabilität dieser Verbindungen (vgl. Polymerisierung von Filamentolid, Yu.A, 

F6.3.1.4) könnten eine Ursache sein für die beobachtete deutliche Abnahme des Gehalts von Yu.D 

in Y. filamentosa-Extrakten mit zunehmendem Alter der verwendeten Blüten (s. F6.3.3.5a). 

Isomere dieses Typs und ihre Umwandlungen könnten so eine Alter- und Fertilitätsinformation 

für Bestäuber liefern (s. E.2). 

F6.3.4 GC-Vergleich natürlicher und nicht-natürlicher C11-Verbindungen bei Yucca 

In Graphik 117 ist die gaschromatographische Elutionsreihenfolge (Verwendung einer 

apolaren stationären Phase) der natürlichen tetrakisnorsesquiterpenoiden Duftstoffe in Yucca-

Blüten-Extrakten den Retentionszeiten der nicht natürlichen C11-Verbindungen gegenüber 

gestellt. 

Graphik 117: Elutionsordnung (HP-5, , 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8) 
von natürlichen C11-Yucca-Duftstoffen, Perillen und E-Nerolidol (TIC-Chromatogramme der 
Blütenextrakte von A: Y. filamentosa-Kulturtyp, Super Q, #2, und B: Y. glauca, Extrakt 1) sowie 
C: bei Yucca nicht natürlicher C11-Verbindungen.  
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Biosynthese und Vorkommen 

Die vier bisher identifizierten Yucca-Verbindungen, Filamentolid (Yu.A), Filamentol (Yu.B), 

Filamental (Yu.C) und Filamenton (Yu.I), besitzen als gemeinsames Strukturelement ein DMNT-

Grundgerüst mit Unsättigungen in Position 1, 3 und 7 der C9-Kette sowie eine Sauerstoff-

Funktionalisierung der allylischen Methyl-Gruppe C10. Auch die bei Yu.A und Yu.B 

vorherrschende Z-Konfiguration der unsymmetrisch substituierten Doppelbindung an C3 

entspricht der Geometrie von natürlichem E-DMNT (s. Tab. 31, S.539). Daher lässt sich für alle 

Yucca-spezifischen C11-Verbindungen ein gemeinsamer biogenetischer Ursprung annehmen. 

E-DMNT (Yu.K2) ist bei angiospermen Pflanzen ein weit verbreiteter Sekundärmetabolit 

[KAISER 1991; KNUDSEN et al. 1993, 2006]. Seine Biosynthese erfolgt bei Pflanzen aus dem 

Sesquiterpen-Grundkörper (E,E)-Farnesyldiphosphat (FPP) (s. E.3.3) durch Kürzen von (E)-

Nerolidol (Yu.X, vgl. a. C. albicans) um vier C-Atome [BOLAND et al. 1989, 1998; MARNER 1993] 

(Schema 184). 184 Dieser Abbau zum Tetrakisnorsesquiterpen wird bei vielen Pflanzen durch 

Herbivorenbefall induziert. Die Stress-Komponenten E-DMNT und EE-TMTT (L-52, das 

prenyloge Tertrakisnor-diterpen) werden zur chemischen Verteidigung freigesetzt und locken 

als Synomon Räuber oder Parasitoide an (s.a. E. solidaginis und E.4.7) [DICKE et al. 1990; 

TURLINGS et al. 1990, 1991; BOLAND et al. 1992; TURLINGS &  TUMLINSON 1992; SCHRÖDER 1998; 

PARÉ & TUMLINSON 1997, 1999; ARIMURA et al. 2000]. Bei Y. filamentosa wurde die DMNT-

Biosynthese durch Zufuhr Deuterium-markierter Nerolidol-Derivate und Analyse der Metabolite 

in Blütenextrakten bewiesen [GÄBLER et al. 1991]. 

E-DMNT (Yu.K2) ist in den untersuchten Yucca-Blütendüften ubiquitär, und auch (E)-

Nerolidol (Yu.X) ist häufig als Nebenkomponente enthalten. Die oxygenierten C11-Körper sind 

daher sehr wahrscheinlich keine Homomonoterpenoide, sondern ebenfalls Tetrakisnor-

sesquiterpeniode, die aus FPP nach einem verwandten Mechanismus oder aus DMNT entstehen. 

Durch allylische Oxidation der Methyl-Gruppe C10 (von DMNT) würden der Alkohol Yu.B und 

daraus der Aldehyd Yu.C sowie das Keton Yu.I gebildet. Eine zusätzliche allylische Oxidation der 

Methylen-Gruppe C6 ermöglichte den Ringschluss zum Lacton Yu.A (Schema 184).  

                                                 
184  Eine (E)-Nerolidol-Synthase (NES) katalysiert Hydrolyse und allylische Umlagerung zum tertiären Alkohol. 

Dieser wird von einer Cytochrom-P450-Monooxygenase (durch oxidative Heterolyse, ähnlich einer GROB-
Fragmentierung) unter Abspaltung einer bisher nicht identifizierten C4-Komponente abgebaut 
[DEGENHARDT & GERSHENZON 2000; TAMOGAMI et al. 2011; THOLL et al. 2011]. 
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Schema 184: A: Biosynthese von E-DMNT aus FPP und B: vermutete Biosynthese der Yucca-
Verbindungen Yu.A, B, C und I auf Basis der strukturellen Verwandtschaften. 
fett: FPP Isopren-Untereinheiten, Nerolidol (Yu.X) C11-Einheit entsprechend E-DMNT (Yu.K2). 

Oxidierte DMNT-Derivate, auch in anderen Positionen als bei den Yucca-Duftstoffen, sind als 

Naturstoffe nicht sehr verbreitet. Neben dem Keton #410 (Schema 174, S.503) emittiert Ulmus 

minor auch (6E)-2,6-Dimethylnona-6,8-dien-4-on (L-191, Schema 185A) und (3R,6E)-2,3-Epoxy-

2,6-dimethyl-6,8-nonadien (L-192) als mögliche Synomone zur induzierten Verteidigung 

[WEGENER & SCHULZ 2002]. DMNT-Epoxide und teilhydrierte Oxidationsprodukte könnten auch 

als Lockstoffe in Blütendüften dienen. So ist das Epoxid L-192 Teil des Duftbouquets z.B. von 

Cactaceae- und Orchidaceae-Arten. Bei Selenicereus hamatus wurde zusätzlich (3E,6E)-2,6-

Dimethyl-3,6,8-nonatrien-2-ol (L-193) gefunden [KAISER 1994, 2000; KAISER & TOLLSTEN 1995]. 

Bei Cyclanthus bipartitus wurden (6E)- und (6Z)-L-191, dessen korrespondierender Alkohol (6E)-2,6-

Dimethylnona-6,8-dien-4-ol (L-194) sowie cis- und trans-6,7-Epoxy-2,6-dimethylnon-8-en-4-on 

(L-195) identifiziert [SCHULTZ et al. 1999]. Und der Duft von Philodendron squamiferum (Araceae) 

enthält (3E)-4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatriene-5-ylacetat (L-196) [MAIA et al. 2019; 

STAMM et al. 2021]. 

Allylische Oxidationen durch Cytochrom P450 Monooxygenasen sind Teil von allgemeinen 

Entgiftungsprozessen. Sie dienen Tieren und Pflanzen aber auch der Genese von Botenstoffen 

[CROTEAU 1987; DEWICK 1995, 1999; TILLMAN et al. 1999; SEYBOLD & VANDERWEL 2003]. Bei einigen 

Borkenkäferarten sind sie entscheidend zur Überwindung der pflanzlichen Wehrchemie und 

ermöglichen es den Tieren, oxidierte Wirtsterpene in das eigene Kommunikationssystem zu 

integrieren (s. P. aubei) [VITÉ & FRANCKE 1985; BYERS 1989; FRANCKE et al. 1995; BLOMQUIST  

et al. 2010]. Beispielsweise sind die Myrcen-Derivate Myrcenol (Schema 175A, S.504), Ipsenol (L-
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94, E.4.2) und Ipsdienol (L-197, Schema 185B) ♂♂-spezifische Komponenten der Aggregations-

pheromone u.a. von Ips spp. [SILVERSTEIN et al. 1966; VITÉ 1978; VITÉ & FRANCKE 1985; 

FRANCKE et al. 1988].  

Bei bereits Sauerstoff-funktionalisierten Substraten ist die (allylische) Hydroxylierung 

Schlüsselschritt der biosynthetischen Cyclisierung zu Lactonen (s. C. humeropictus) oder 

Spiroacetalen (s. E. solidaginis, Megacyllene spp, C. dolichophylla) [BOOTH et al. 2009; 

SINGH et al. 2014]. Eine oxidative Aktivierung von allylischen Methyl- und Methylen-Gruppen 

ermöglicht den Ringschluss zu Ethern (s. F6.3.3.3 und Anh. G.10.8) [WÜST et al. 1998]. 

Bisoxygenierte Sauerstoff-Heterocyclen (wie bicyclische Acetale, z.B. Brevicomin und Frontalin 

hydroxylierte cyclische Ether, z.B. Papayanol) können nach Epoxidierung von Doppelbindungen 

gebildet werden (s. P. obesus, C. arabica und E.3.3) [FRANCKE 1981; VANDERWEL et al. 1992a; 

FRANCKE et al. 1995]. Cyclische, von DMNT abgeleitete Ether oder Acetale konnten bei Yucca 

bisher nicht identifiziert werden. 

Schema 185: Mit Yucca-Duftstoffen strukturverwandte flüchtige Naturstoffe  
A: Pflanzliche DMNT-Derivate,   B: Signalstoffe bei Insekten.   
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Lactone sind Strukturelemente vieler biologisch aktiver Naturstoffe [SCHULZ & HÖTLING 2015]. 

Als Botenstoffe bei Insekten sind sie meist acetogeninen oder polyketiden Ursprungs: Einige 

Blatthornkäfer (Scarabaeidae) nutzen Sexualpheromone, deren de novo Genese durch allylische 

Oxidation von ungesättigten Fettsäure-Precursoren möglich ist (z.B. γ-Lactone wie Japonilure,  

L-31, oder Buibui-Lacton, L-198, Lockstoffe von ♀♀ verschiedener Arten) [LEAL 1998; 

LEAL et al. 1999; FRANCKE & DETTNER 2005; FRANCKE & SCHULZ 2010] (E.3.1). Hingegen werden bei 

Polyketiden nicht desoxygenierte Precursor cyclisiert (z.B. Vittatalacton, L-159, bei Acalymma 

vittatum, s. T. turkestanica). Polyketide δ-Lactone kommen als Spurpheromone bei Ameisen oder 

z.B. 6-Isopropyl-3,5-dimethyltetrahydro-2H-pyran-2-on (L-199) als Sexuallockstoff bei der 

Brackwespe Macrocentrus grandii vor [SWEDENBORG et al.1994; BESTMANN et al.1997; 

MORRIS et al. 2005; SCHMIDT et.al. 2009]. Isoprenoide Lactone sind seltener: δ-Lactone wurden bei 

A. victrix (Nepetalactone und Iridomyrmecine) sowie bei Conotrachelus spp. und P. papayanus 

(Papayanol) identifiziert. Das γ-Lacton Eldanolid (L-81, strukturäquivalent zu Rosefuran, L-200) 

ist das Sexualpheromon von Männchen des Zuckerrohr-Schädlings Eldana saccharina 

(Pyralidae) [KUNESCH et al. 1981; BURGER et al. 1993]. 

Cyclopentenone sind als Botenstoffe selten. Ausnahme ist das verbreitete pflanzliche 

Linolensäure-Derivat (Z)-Jasmon (L-128, s. E.4.7) [EL SAYED 2022] (strukturisomer zu 

Filamenton, Yu.I). Es wurde bei Aronstabgewächsen (Araceae) als Kairomon für 

nahrungsuchende Pflanzenwanzen (Neella spp.) [ETL et al. 2016] und auch bei einigen Danainen-

Männchen (Amauris spp.) gefunden [SCHULZ et al. 1993b]. 3-Methyl-2-cyclopentenon ist ein bei 

Orchideen (Orchidaceae) häufiger Blütenduftstoff [Kaiser 1993]. Einige Alkylcyclopentanone 

sind z.B. als Alarmpheromone bei Ameisen (Azteca spp.) [Wheeler et al. 1975; VANDER 

MEER & ALONSO 1998] oder in Markierungssekreten von Säugetieren beschrieben 

[ZHANG et al. 2005; Burger et al. 2006; SOSO & KOZIEL 2017].   

Bisher wurden keine flüchtigen Signalstoffe mit Cyclopent-3-enon-Substruktur identifiziert.  
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F6.4 n-Alkene und n-Alkadiene 

F6.4.1 Aufklärung der Doppelbindungspositionen 

Die Doppelbindungspositionen der langkettigen, unverzweigten und ungesättigten 

Kohlenwasserstoffe wurden bei Chaenocarpa-Yucca (s. F6.2.2) aufgeklärt. Dazu wurden Extrakte 

von Y. glauca und der ausschließlich Kohlenwasserstoffe produzierenden Art Y. reverchonii mit 

Dimethyldisulfid (DMDS) derivatisiert [FRANCIS 1981; FRANCIS & VELAND 1981; BUSER et al. 1983; 

DUNKELBLUM et al. 1985] und anschließend mittels GC/MS analysiert. Auf diese Weise konnten die 

Doppelbindungspositionen der in Schema 187 zusammengestellten Alkene bestimmt werden. 

Die Analyse lieferte für beide Yucca-Spezies dasselbe Ergebnis. Die Chromatogramme der 

derivatisierten Naturproben sowie die Hauptfragmentierungen der Monoen-DMDS-Addukte 

sind in Anhang G.10.14 gezeigt. Zudem wurden vermutete schwefelhaltige Heterocyclen 

detektiert, welche sich aus Primäraddukten an mehrfach ungesättigte Verbindungen durch 

Eliminierung von Dimethylsulfid bilden können [VINCENTI et al. 1987; CARLSON et al. 1989; 

KUWAHARA et al. 1995; SAKATA et al. 1995; GRIEPINK et al.  1996; EISNER et al. 2000; 

SUBCHEV & JURENKA 2001]. Ihre diagnostischen Fragmentsignale deuten auf 6,9-Heptadecadien 

(Yu.N) hin. In Schema 186 sind mögliche Derivat-Strukturen gezeigt. Das primäre Bisaddukt 

sowie der Bicyclus konnten wegen sehr geringer Konzentrationen nicht sicher identifiziert 

werden. Derivate von Nonadecadien (Yu.Q) konnten wegen zu geringer Konzentration nicht 

detektiert werden. 

Schema 186: Diagnostische massenspektrometrische Fragmente von cyclischen DMDS-Derivaten 
von 6,9-Heptadecadien (Yu.N). 
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Schema 187: Identifizierte n-Alkene in Blütenextrakten der untersuchten Yucca-Arten. 
Doppelbindungspositionen bestimmt durch GC/MS-Analyse nach DMDS-Derivatisierung von 
Y. glauca- und Y. reverchonii-Blütenextrakten; a: Konfigurationen bestimmt durch unabhängige 
Synthese; b: wegen geringer Konzentration unsicher, c: Doppelbindungspositionen vermutet; 
Δ: Position bezogen auf den kürzeren, ω: bezogen den längeren Alkyl-Rest der Doppelbindung. 
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F6.4.2 Aufklärung der Doppelbindungskonfigurationen 

F6.4.2.1 Retrosynthese 

Die n-Alkene der Kettenlängen m+n mit Doppelbindung in Position m bzw. n lassen sich 

durch WITTIG-Olefinierung [MARYANOFF & REITZ 1986; 1989; REITZ et al. 1986; BYRNE & GILHEANY 

2012, 2013; VEDEJS 2015] von n-Aldehyden h (CnHnO) mit n-Alkyltriphenylphosphoranen j 

(Alkyl: CmHm) aufbauen (Schema 188A). Für vier Yucca-Arten (u.a. Y. filamentosa) sind 8-

Heptadecen und 9-Nonadecen mit Z-Konfiguration literaturbeschrieben (s. F6.1.2). Zudem 

deuten 8-Heptadecen (Yu.O1) und 6,9-Heptadecadien (Yu.N) auf Fettsäuren als biogenetische 

Quelle hin (s. F6.4.3). Daher wurde zunächst (Z) als wahrscheinliche natürliche Konfiguration 

angenommen. 

Diese Vermutung sollte zunächst an 8-Heptadecen (Yu.O1) und 9-Nonadecen (Yu.R), 

Hauptkomponenten (Headspace-Extrakte) der n-Alken-Reihe bei den Chaenocarpa-Yucca 

(Tab. 25, S.477f), überprüft werden. Beide lassen sich auf ein gemeinsames C9-Synthon 

zurückführen (Schema 188B). Mit 1 eq. n-BuLi als Base sollte eine WITTIG-Olefinierung bevorzugt 

den Z-selektiven Reaktionspfad durchlaufen, jedoch einen geringen Anteil des E-Produkts bilden 

(s. T. turkestanica). Bei gaschromatographischer Trennung der Isomere wäre eine Zuordnung 

des Naturstoffs möglich. 

Schema 188: Retrosynthese zur Darstellung A: der in den Extrakten gefundenen n-Alkene durch 
Wittig-Reaktion,   B: von 8-Heptadecen (Yu.O1) und 9-Nonadecen (Yu.R) aus einem 
gemeinsamen Edukt   C: von Heptadecadien (Yu.N) durch Decarboxylierung.   

6,9-Heptadecadien ist das Decarboxylierungsprodukt von 9,12-Octadecadiensäure (k) 

(Schema 188.C). Das vermutete (6Z,9Z)-Dien (Yu.N) könnte aus Linolsäure (#442) z.B. durch 

O

PPh3

n-5

m-7

m+n = 15, 16, 17, 18, 19, 20, 21

m =     8      9      10

n = 6   7   8   9   10   12

j

h

A
Wittig

n-5

m-7

B

∆9

ω9
Yf.O1

Yf.R

C

Decarboxylierung

ω9
ω6

∆9
∆6

Yf.N

k COOH

Wittig

Wittig



Aufklärung der Doppelbindungskonfigurationen F6.4.2 

 

529 

Barton-Reduktive-Decarboxylierung [KO et al. 2011] oder elektrochemisch [BESTMANN et al. 1987] 

dargestellt werden. Zur Synthese einer Referenzprobe bietet sich als weniger aufwändige bzw. 

toxische Methode eine durch Silberionen initiierte radikalische Defunktionalisierung an 

[VAN DER KLIS et al. 2011]. Zwar ist hierbei eine geringere Ausbeute zu erwarten. Der 

Kohlenwasserstoff sollte sich jedoch durch Filtration über Silicagel aus dem Reaktionsgemisch 

abtrennen lassen.  

F6.4.2.2 Synthese 

Zur Z-selektiven WITTIG-Synthese von 8-Heptadecen (Yu.12) und 9-Nonadecen (Yu.14) wurde 

als gemeinsames Edukt n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid (#360) aus 1-Bromnonan (#359) 

durch Substitution mit Triphenylphosphin dargestellt. Das WITTIG-Salz wurde mit 1 eq. n-BuLi 

deprotoniert und bei -60 °C mit destilliertem kommerziellen n-Octanal (#439) bzw. n-Decanal 

(#440) umgesetzt (Schema 189). Als Nebenprodukte bei der Synthese von Yu.12 wurden 7-

Hexadecen (Yu.11) mit einem Anteil von 0.2% und 9-Octadecen (Yu.13) mit 1.4% erhalten. 185  

Schema 189: Z-selektive WITTIG-Reaktion zur Darstellung von Δ9-19Hy (Yu.14) und Δ8-17Hy (Yu.12) mit 
Bildung von Δ7-16Hy (Yu.11) und Δ9-18Hy (Yu.13) als Nebenprodukte.  
Bedingungen:   i) TPP, Tol, refl. 72 h;   ii) 1 eq. n-BuLi, THF, -40 °C bis RT 1 h;    

iii) THF, -60 °C bis RT 16 h. 

                                                 
185  Folge einer Verunreinigung des verwendeten kommerziellen Aldehyds mit Heptanal (#441) und Nonanal 

(#361).  Z:E-Verältnis von Δ7-16Hy und Δ9-18Hy ca. 6:1. 

Br

PPh3

PPh3Br

+

+

O

O

i

ii

iii

YT.46

YT.49

YT.48

YT.47

YT.47a

ZE-YT.44
∆8

ZE-YT.50
∆7

ZE-YT.51

ZE-YT.45

∆9

∆9

n-7

n = 7

n = 8

n = 9

n = 8:n=8: 

#360 #359 

#360a #440 

#439 

ZE-Yu.12 

ZE-Yu.11 

ZE-Yu.13 

ZE-Yu.14 



F6.4 n-Alkene und n-Alkadiene 

 

530 

Für beide Syntheseprodukte wurde gaschromatographisch etwa das gleiche Verhältnis der 

EZ-Isomere von 6:1 bestimmt. Deren Doppelbindungsgeometrie bei Yu.12 und Yu.14 wurde 

jeweils aus dem Gemisch mittels NMR-Spektroskopie zugeordnet: In Folge verschieden starker 

Van-der-Waals-Abstoßung werden die allylischen Kohlenstoffe von E- und Z-Alkenen 

unterschiedlich stark abgeschirmt (γ-Effekt) [DORMAN et al. 1971; BREITMAIER & BAUER 1977] (vgl. 

T. ekebladella). 186  In beiden Fällen besitzt das früher eluierende Hauptprodukt Z-Konfiguration.  

Mit Silbernitrat und Ammoniumperoxodisulfat konnte Linolsäure (#442) mit einer Ausbeute 

von 12% zu (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.15) decarboxyliert werden (Schema 190). Die (6Z,9Z)-

Konfiguration des Hauptprodukts (94%, GC) wurde auch hier 13C-NMR-spektroskopisch anhand 

der Hochfeldverschiebung (stärkeren Abschirmung) der Kohlenstoffe C5, C8 und C11 187 in Folge 

des γ-Effekts bewiesen. Die Synthese lieferte ein Gemisch der Doppelbindungsisomere mit etwa 

4% E,E- und 2% E,Z+Z,E-Produkt. 

Schema 190: Biomimetische Synthese  von (6Z,9Z)-Heptadecadien (ZZ-Yu.15) durch 
Decarboxylierung von Linolsäure (#442).  
Bedingungen:   i) AgNO3 1.05 eq., H2O/ACN 5:9, (NH4)2S2O8 aq. 2 eq., refl. 10 min. 

                                                 
186  Δ8-17Hy (Yu.12):  13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 27.37 (t, C8 C11, Z), 32.78 (t, C8 C11, E), 

   Δ9-19Hy (Yu.14):  13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 27.37 (t, C7 C10, Z), 32.78 (t, C7 C10, E). 

187  6Z,9Z-17Hy:  13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 26.19 (t, C8), 27.67 / 27.71 (2t, C5 C11).  
   6E,9E-19Hy:  13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 30.98 (t, C8), 33.10 (t, C5 C11). 
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F6.4.2.3 Strukturbeweis 

Mit Hilfe der synthetischen Referenzsubstanzen konnte die Doppelbindungsgeometrie der in 

den Extrakten am höchsten konzentrierten natürlichen n-Alkene und von 6,9-Heptadecadien 

durch Vergleich der gaschromatographischen Retentionszeiten (HP-5) bestimmt werden. Die 

Naturstoffe 7-Hexadecen (Yu.M1), 8-Heptadecen (Yu.O1), 9-Octadecen (Yu.P1) und 9-Nonadecen 

(Yu.R) bei Y. glauca (Graphik 118) und Y. reverchonii coeluieren jeweils mit dem früher 

eluierenden Z-Syntheseprodukt. E-Alkene konnten in den Naturextraktmatrices wegen zu 

geringer Konzentration nicht mit Sicherheit nachgewiesen werden. Heptadecadien (Yu.N) aus 

den Blütenextrakten zeigt dieselbe Retentionszeit wie das zuerst eluierende synthetische 6Z,9Z-

Isomer (Z,Z-Yu.15). In einigen Extrakten konnten geringe Mengen des EE-Isomers detektiert 

werden. 

Unter gleichen gaschromatographischen Bedingungen zeigen die Alkene bei Y. filamentosa 

und Y. pallida identische Retentionszeiten, sodass sich hier dieselben Doppelbindungspositionen 

und -konfigurationen annehmen lassen. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Graphik 118: Bestimmung der Doppelbindungskonfiguration der Alkene in Blütenextrakten von 
Y. glauca (A, Extrakt #2) durch Vergleich gaschromatographischer Retentionszeiten (HP-5ms) 
mit EZ-Gemischen von synthetischem Δ7-16Hy, Δ8-17Hy, Δ9-18Hy, Δ9-19Hy und Δ6,9-17Hy 
(B, C). 
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F6.4.3 Biosynthese und Vorkommen 

Die Biogenese von gesättigten und ungesättigten, unverzweigten Kohlenwasserstoffen durch 

Modifikation und Abbau von Fettsäuren ist bei vielen Pflanzen und Insekten bewiesen 

[ROELOFS &BJOSTAD 1984; O´HAGAN 1995] (vgl. E. amygdali und T. ekebladella).  

Die meisten der einfach ungesättigten Alkene mit 15 bis 19 Kohlenstoffen 188 (s. F6.4.1 und 

Tab. 25, S.477f) lassen sich nach der Doppelbindungsposition in eine homologe Reihe mit ω9- 

bzw. Δ9- und eine mit ω10-Unsättigung unterteilen 189 (Schema 187, S.527). Die Δ9-Alkene 

könnten durch Abbau von Ölsäure, die ω10-Alkene aus (12Z)-Docosensäure entstehen 

[Bjostad et al. 1987; TILLMAN et al. 1999; HOWARD & BLOMQUIST 2005]. Deren Biogenese ist durch 

eine bei höheren Pflanzen häufige Δ12-Desaturase möglich [STANLEY-SAMUELSON et al. 1988; 

BLOMQUIST et al. 1991]. Die ungesättigten Kohlenwasserstoffe unterschiedlicher Kettenlänge 

würden durch verschiedene Folgen von β-Oxidations-Zyklen und Reduktion bzw. 

Decarboxylierung gebildet [FRANCKE & SCHULZ 1999; JURENKA 2004] (Schema 191).  

Die Doppelbindungskonfigurationen wurden bei (7Z)-Hexadecen (Yu.M1), (8Z)-Heptadecen 

(Yu.O1) und (9Z)-Octadecen (Yu.P1) aus der Ölsäure-Serie und bei (9Z)-Nonadecen (Yu.R) aus 

der 12-Docosensäure-Serie bestimmt. Unter dem Postulat gemeinsamer biogenetischer 

Vorstufen und einheitlicher Biosynthese-Mechanismen müssten auch die übrigen Alkene Z-

konfiguriert sein.   

(6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N) wird bei Pflanzen und Arthropoden [SHIMIZU et al. 2014] aus 

Linolsäure gebildet. Bei vielen Spezies werden Ölsäure- von Linolsäure-Derivaten gleicher 

Kettenlänge begleitet (wie Yu.O1 und Yu.N, s.u.) [KUWAHARA et al. 1990, SHIMIZU et al. 1999]. Es ist 

wegen der Präsenz von (9Z)-Nonadecen (Yu.R) plausibel anzunehmen, dass auch das 

stereochemisch nicht charakterisierte Nonadecadien (Yu.Q) ein (6Z,9Z)-Doppelbindungssystem 

aufweist. 

 

                                                 
188  Ausnahmen: Δ7-15Hy und Δ8-16Hy (Identifizierung unsicher) 

189  Δ: Position bezogen auf den kürzeren Alkyl-Rest, ω: bezogen den längeren Alkyl-Rest der Doppelbindung 
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Schema 191: Mögliche Biosynthese der gefundenen n-Alkene durch Abbau von Ölsäure bzw. (12Z)-
Docosensäure. 
a) Reduktion, b) β-Oxidation, c) Decarboxylierung;    
fett: Z-Konfiguration durch Synthese bestimmt (s. F6.4.2.2) 

Unverzweigte, Z-konfigurierte Alkene sind bei Pflanzen und Tieren verbreitete 

Sekundärmetabolite des Fettsäurestoffwechsels und dienen z.B. als cuticulare Lipide dem Schutz 

aber auch in charakteristischen Profilen (besonders bei eusozialen Hymenopteren) der Art-, 

Kasten-, Geschlechter-, Wirt- oder Beute-Erkennung [SINGER 1998; ESPELIE et al. 1991; 

MONNIN 2006; DRIJFHOUT et al. 2010; BLOMQUIST & BAGNÈRES 2010] (s. E. amygdali, P. breviceps).  

Die bei Yucca identifizierten Z-Alkene sind u.a. Teil des chemischen Kommunikationssystems 

von Ameisen (Myrmecia und Atta spp.) sowie von Thripsen [EVERSHED & MORGAN 1981; 

JACKSON et al. 1989; SUZUKI et al. 2004]. (8Z)-Heptadecen (Yu.O1) wurde zudem bei Milben 

gefunden (s.u.). Einigen Hummeln nutzen (9Z)-Nonadecen (Yu.R) als Markierungspheromon 

[APPELGREN et al. 1991]. Es ist zusammen mit (6Z,9Z)-Nonadecadien (Yu.Q) Bestandteil des 

Sexualpheromons von Buchenfrostspanner-♀♀ (Operophtera fagata) [SZÖCS et al. 2004] und Yu.Q 

Teil des Pheromons von Kiefernspanner-♀♀ (Bupalus piniaria) [FRANCKE et al. 1999] (s. E.4.1). 

(6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N) dient Kiwipflanzen als Blütenduft zur Attraktion von Bestäubern 

[TWIDLE et al. 2015]. Es findet sich zusammen mit dem C17-Ölsäure-Derivat Yu.O1 im 

Wehrdrüsensekret des Bombardierkäfers Metrius contractus [EISNER et al. 2000] (s.a. E.4.1). Bei 

verschiedenen Milben-Spezies (Acaridae) ist das Dien Yu.N Teil der Sexual- [SATO et al. 1993] 

oder Alarmpheromone [KUWAHARA et al. 1995].  
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F6.5 Biologische Aktivität 

Im Rahmen dieses Kooperationsprojekts wurde die elektrophysiologische Aktivität der bei 

den Chaenocarpa-Arten identifizierten Kohlenwasserstoffe an Antennen des Y. filamentosa-

Bestäubers Tegeticula cassandra und des auf Yucca-Pflanzen spezialisierten Herbivors Prodoxus 

decipiens untersucht. Dabei zeigt sich, dass die Tiere (8Z)-Heptadecen (Yu.O1), (9Z)-Octadecen 

(Yu.P1) und (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N) sowie n-Octadecan (Yu.U) und n-Nonadecan (Yu.V) 

wahrnehmen. Eine besonders intensive neuronale Antwort erregte (9Z)-Nonadecen (Yu.R). 

Für natürliches (Z)-Filamentolid (Yu.A1) in Extrakten von Y. filamentosa und Y. treculeana 

konnte jeweils bei beiden Geschlechtern der Bestäuber T. cassandra, Tegeticula yuccasella und 

Tegeticula mexicana sowie des Herbivors Prodoxus tamaulipellus eine elektroantennographische 

Aktivität gemessen werden. Bei T. cassandra und T. yuccasella sowie bei P. decipiens löste zudem 

in den Y. filamentosa-Extrakten enthaltenes (Z)-Filamentol (Yu.B1) eine elektrophysiologische 

Antwort aus. Bei einigen Individuen dieser Arten wurden auch Reaktionen auf (E)-DMNT, (Z)-

Filamental (Yu.C2) und (Z)-9-Nonadecen (Yu.R) beobachtet. In Feldtests mit synthetischem 

(Z,R)-Filamentolid (ZR-Yu.1) konnte eine Attraktivität für P. tamaulipellus and Prodoxus 

atascosanellus nachgewiesen werden. 

Weitere Untersuchungen sollen die biologische Bedeutung der elektrophysiologisch aktiven 

Substanzen bei der Bestäuberanlockung und der Artendiskriminierung durch wirtsuchende 

Yucca-Motten sowie bei der Nahrungssuche durch spezialisierte Prodoxus-Herbivore klären. 
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F6.6 Zusammenfassung und Ausblick 

Die Blütendüfte von Yucca filamentosa, Y. glauca, Y. pallida, Y. reverchonii, Y. treculeana und 

Y. schidigera wurden mittels GC/MS untersucht. Die Extrakte enthalten überwiegend Yucca-

spezifische Terpenoide und Serien von langkettigen unverzweigten Acetogeninen. Die 

quantitativ prominentesten Vertreter beider Substanzklassen konnten identifiziert werden. 

Die Struktur, die absolute Konfiguration und die Doppelbindungskonfiguration des 

Hauptisomers von Naturstoff Yu.A wurde nach unabhängiger, stereo- und enantioselektiver 

Synthese als (3Z,5R)-(-)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Filamentolid) 

aufgeklärt. Zudem wurde bei natürlichem 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Filamentol, Yu.B) 

(Z) als dominierende Konfiguration ermittelt. Natürliches 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal 

(Filamental, Yu.C) kommt sowohl mit Z- aus auch mit E-Konfiguration vor. Der Naturstoff Yu.I 

wurde als 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon (Filamenton) identifiziert. Die 

Strukturaufklärung von Yu.D, einem möglichen Doppelbindungspositionsisomer von Filamental, 

steht aus. Zudem wurden in den Düften weitere unbekannte, vermutlich strukturverwandte 

Verbindungen in geringer Konzentration nachgewiesen.   

Die vier identifizierten Verbindungen sind neue Naturstoffe und biosynthetisch vermutlich 

Abkömmlinge des Tetrakisnorsesquiterpenoids (E)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien (E-DMNT).  

Bei den unverzweigten Acetogeninen in den Headspace-Extrakten dominieren 

ungeradzahlige Kettenlängen von C15 bis C19. Hauptkomponenten sind die Vertreter mit 17 und 

19 Kohlenstoffen. Durch DMDS-Derivatisierung und Synthese von Referenzverbindungen 

konnten die Doppelbindungspositionen und die natürlichen Konfigurationen von (7Z)-

Hexadecen (Yu.M1), (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N), (8Z)-Heptadecen (Yu.O1), (9Z)-Octadecen 

(Yu.P1) und (9Z)-Nonadecen (Yu.R) bestimmt werden. In den derivatisierten Extrakten wurden 

zudem 6- und 7-Pentadecen (Yu.L1 und Yu.L2), 6- und 8-Hexadecen (Yu.M2 und Yu.M3), 7-

Heptadecen (Yu.O2), 8-Octadecen(Yu.P2), Nonadecadien (Yu.Q), 10-Eicosen (Yu.S) und 9-

Heneicosen (Yu.T) identifiziert. Hier wurde die vermutete Z-Konfiguration (bei Yu.Q auch die 

Positionen) nicht durch Synthese bestätigt. 

 

 

In Tabelle Tab. 30 sind die relativen Mengenanteile der identifizierten Alkene und Yucca-

spezifischen Terpenoide in den Düften der sechs untersuchten Spezies zusammengestellt. Die 

Elutionsfolge ist in Graphik 119 für die vier Chaenocarpa-Arten gezeigt. Tab. 31 vergleicht die 

E/Z- und die Mengen-Verhältnisse der natürlichen DMNT-Derivate Yu.A bis D.  
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Peak Yucca 
 Subst. Y.tre Y.schi Y.fila Y.glau Y.pall Y.rev 

# chemische Verbindung 
 

Code VF-WAX* VF-1ms* HP-5 HP-5 HP-5 HP-5 

2 n-Octan     
 

• •• •• 
4 n-Nonan     • • • • 

10 n-Decan     • • • • 
22 (Z)-DMNT  Yu.K1   • • •  
23 n-Undecan   •  • • • • 
25 Perillen  Yu.W   • • •  
27 (E)-DMNT  Yu.K2 • ••• ••••• ••••• ••••• • 
31 n-Dodecan   •  • • • • 
38 uk  Yu.D1   ••• ••• •••  
41 (E)-Filamental s Yu.C1   •• ••• ••  
44 Filamenton s Yu.I   • • •  
45 uk   Yu.D2   • 

 
•  

46 (Z)-Filamental s Yu.C2   ••• •• ••  
48 n-Tridecan   •  • • • • 
51 (Z)-Filamentol s Yu.B1  ••••• ••••• ••••• •••  
52 (E)-Filamentol s Yu.B2  • •• ••• ••  
55 n-Tetradecan   •  • • • • 
60 6-Pentadecen p u Yu.L1   • •• • • 
61 7-Pentadecen p u Yu.L2   • •  • 
64 n-Pentadecan   • •• •• •• •• •• 
65 (Z)-Filamentolid s Yu.A1 •••••  •••• •••• ••  
66 (6E)-Nerolidol  Yu.X   • •• •  
67 (7Z)-Hexadecen p k Yu.M1 •  • • • • 

 8-Hexadecen d p u Yu.M3   
 

•  • 
68 6-Hexadecen p u Yu.M2   

 
• • • 

69 (E)-Filamentolid s Yu.A2   •• •• •  
70 n-Hexadecan   •  •• • • • 
71 (6Z,9Z)-Heptadecadien p Yu.N   ••• •• •• ••• 
72 (8Z)-Heptadecen p k Yu.O1 • •• •••• ••••• •••• ••••• 

 7-Heptadecen d p u Yu.O2   
 

•  • 
73 n-Heptadecan   •  ••• ••• •• •• 
74 (9Z)-Octadecen    p k Yu.P1 •  • •• • • 

 8-Octadecen d p u Yu.P2      • 
75 n-Octadecan  Yu.U •  • • • • 
76 Nonadecadien, (6Z,9Z)- a u Yu.Q   • •   
77 (9Z)-Nonadecen p k Yu.R • ••• ••• ••• •• • 
78 n-Nonadecan  Yu.V •  •• • • • 
79 10-Eicosen p u Yu.S    •   
80 n-Eicosan   •  • •   
81 9-Heneicosen p u Yu.T •  

 
•   

82 n-Heneicosan   •  • 
 

  
83 n-Docosan   •  • 

 
  

Tab. 30: Charakteristische, durch Derivatisierung und Synthese identifizierte Verbindungen sowie n-Alkane  
in Blütendüften von Y. treculeana, Y. schidigera, Y. filamentosa, Y. glauca, Y. pallida & Y. reverchonii. 
Relative Mengen, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1.    
* Reihenfolge entsprechend der Elution auf einer HP-5-GC-Phase (Messbedingungen:  
    Graphik 89 - Graphik 94, S.471ff.).  
a: Doppelbindungsposition und -konfiguration vermutet;  d: identifiziert nur als DMDS-Derivat;   
p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung der Extrakte von Y. glauca und 
Y. reverchonii,  k: Doppelbindungskonfiguration bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich mit synthetischen 
Referenzsubstanzen (s. F6.4.2.3);  u: Doppelbindungsgeometrie unbekannt bzw. vermutet; s: DMNT-
Derivat, Struktur aufgeklärt durch unabhängige Synthese (s. F6.3);  uk: unbekannte Verbindung. 
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Graphik 119: TIC-Chromatogramme der Blütenextrakte von A: Y. filamentosa (Extr. #2),  B: Y. glauca (Extr. #1), 
C: Y. pallida,  D: Y. reverchonii.   
Elutionsordnung der identifizierten Yucca-Terpenoide und KWs (HP-5ms). 
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Spezies. Y. filamentosa Y. glauca Y. pallida 

Subst. rel% Z E rel% Z E rel% Z E 

DMNT   81 0.6 99.4 77 0.4 99.6 100 0.4 99.6 

Filamentolid (Yu.A) a 28 91 9 36 94 6 1 99 1 

Filamentol (Yu.B) a 100 98.8 1.2 100 93 7 15 93 7 

Filamental (Yu.C) a,b
 9 86 f 14 f 8 13 87 4 67 33 

uk (Yu.D) c 8 99.6 0.4e 13 99.7 0.3 5 99 1 

 
Spezies. Y. reverchonii Y. treculeana Y. schidigera 

Subst. rel% Z E rel% Z E rel% Z E 

DMNT  0.1 
d
 100 0.5 

d
 100 6 

d
 100 

Filamentolid (Yu.A) a - - - 100 100 
g
 

e
 - - - 

Filamentol (Yu.B) a - - - - - - 100 100 
e 

Filamental (Yu.C) a,b
 - - - - - - - - - 

uk (Yu.D) c - - - - - - - - - 

Tab. 31: Natürliche relative Mengen (Summe der Isomere) und Z/E-Verhältnisse von DMNT und den Yucca-
Terpenoiden Yu.A – D. 
Chromatogramme: s. Graphik 89 - Graphik 94 (S.471ff.),   EZ-Elutionsreihenfolge für HP-5. 
a) Konfiguration zugeordnet durch NOESY-NMR-Spektroskopie an Syntheseprodukten;    
b) Elutionsreihenfolge: (E)-(Z);   c) Struktur und Konfiguration unbekannt, vermutete Isomere;    
d) Spuren nicht quantifiziert;   e) Nebenisomer nicht aufgelöst,   f) Quantifizierung unsicher,    
g) natürliche absolute Konfiguration: (5R).  

Die von verschiedenen Yucca-Mottenarten bestäubten Pflanzen produzieren qualitativ und 

quantitativ deutlich unterschiedliche Duftbouquets: Der Blütenduft von Y. treculeana (Sektion 

Sarcocarpa) besteht hauptsächlich aus Z,R-Filamentolid und enthält neben geringen Mengen  

E-DMNT keine weiteren Yucca-Terpenoide. Hauptkomponente bei Y. schidigera (Sarcocarpa) ist 

Z-Filamentol. Die Blütendüfte von Y. filamentosa, Y. glauca und Y. pallida (Sektion Chaenocarpa) 

sind komplexe Gemische aus Yucca-Terpenoiden und unverzweigten Alkanen und Alkenen. 

Quantitativen Schwankungen in Extrakten derselben Art lassen hier jedoch keine Aussagen über 

die Artspezifität bestimmter Duftstoff- oder Isomeren-Verhältnisse zu. Bei Y. reverchonii wurden 

außer geringen Mengen E-DMNT nur diese Kohlenwasserstoffe gefunden. 

Natürliches (Z,R)-Filamentolid (Z-Yu.A), (Z)-Filamentol (Z-Yu.B) und (Z)-Filamental (Z-Yu.C) 

sind bei mehreren Mottenarten elektroantennographisch aktiv. Synthetisches (Z,R)-Filamentolid 

(ZR-Yu.1) wurde im Biotest bisher nur an Yucca-Herbivoren untersucht und wirkt attraktiv. Für 

die Kohlenwasserstoffe n-Octadecan (Yu.U), n-Nonadecan (Yu.V), (8Z)-Heptadecen (Yu.O1), (9Z)-

Octadecen (Yu.P1), (9Z)-Nonadecen (Yu.R) und (6Z,9Z)-Heptadecadien (Yu.N) wurde bei Yucca-

Bestäubern und -Herbivoren elektrophysiologische Aktivität nachgewiesen.  
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Die biologische Funktion der Yucca-Terpenoide und –Acetogenine sowie die Bedeutung der 

jeweiligen Stereochemie sind bisher unbekannt. Sie könnten der Anlockung von Bestäubern 

bzw. der Wirts- oder Fertilitätserkennung dienen und so auch bei sympatrischen Arten, wie 

Y. pallida und Y. reverchonii, eine reproduktive Isolation bewirken. Sie wären dann die ersten 

verhaltensmodifizierenden Signalstoffe in der Beziehung von Yucca und Yucca-Motten. 
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G Anhang 

G.1 Signalstoffproduktion 

G.1.1 Exokrine Drüsen 

Epidermale Drüsen und Drüsenorgane zur Produktion, Speicherung und Sezernierung von 

Semiochemikalien können je nach Insektentaxa in allen drei Tagmata aber auch in den 

Extremitäten oder Antennen lokalisiert sein [NOIROT & QUENNEDEY 1974; ISIDORO et al. 1996; 

BILLEN & MORGAN 1998; PETERS 2003; ROMANI et al. 2003].  

Anatomische Kenntnisse sind zur Gewinnung von Naturextrakten aber auch für das 

Design von Biotests von Bedeutung. 

Schmetterlingsweibchen (Lepidoptera, s. E.4.1) produzieren oxygenierte Sexualpheromone in 

Intersegmentaldrüsen (s. I. rotundata), die in der Lockstellung (Calling) durch Hämolymphdruck 

ausgestülpt werden [KARLSON & SCHNEIDER 1973]. Kohlenwasserstoffe (s. T. ekebladella) werden 

im Allgemeinen in einzelnen subcuticularen Oenocyten in der Epidermis des Abdomen 

synthetisiert [GNATZY 1970; MARTINS & RAMALHO-ORTIGAO 2012], über die Hämolymphe 

transportiert und in den Pheromondrüsen selektiv resorbiert [WEI et al. 2003; JURENKA 2004]. Die 

♂♂ verbreiten ihre Aphrodisiaka über pheromonimprägnierte Duftschuppen oder Cutikula-

Partikel (Pheromon-Transfer-Partikel) aus Androconien an den Flügeln oder am 

Hinterleibsende (Coremata) [BIRCH et al. 1990; BOPPRÉ 1991, 1995; PETERS 2003]. 

Käfer (Coleoptera) (s. P. obesus, P. castaneus) besitzen häufig spezielle sekretorische Drüsen 

zur aktiven Verteidigung (z.B. Bombardierkäfer, s. E.4.2). Die Pheromondrüsen sind mit der 

Cuticula assoziiert oder intraabdominale Organe, die über Tubuli mit verdampfungsfördernden 

Oberflächen verbunden sind [LEVINSON & LEVINSON 1995; SANCHEZ et al. 1996; TILLMAN et al. 1999]. 

Bei Borkenkäfern (Scolytinae, z.B. H. hampei) sind die Epithelzellen des mittleren 

Intestinaltraktes sowohl an der Verdauung als auch der Produktion monoterpenoider 

Aggregationspheromone beteiligt, welche in das Darmlumen sezerniert und zusammen mit dem 

Fraß ausgeschieden werden (s. P. aubei) [SEYBOLD et al. 2000; JURENKA 2004].  

Bei Wanzen (Heteroptera, s. E.4.4) verfügen sowohl die Imagines als auch die Larvenstadien 

über ein sehr leistungsfähiges exokrines System zur Produktion großer Mengen von giftigen, 

reizenden oder abschreckenden Wehrsubstanzen [ALDRICH 1988]. Die wichtigsten Drüsen bei 

adulten Raubwanzen (Reduviiden, s. T. infestans) sind die jeweils paarigen im Metathorax 

lokalisierten ventrolateralen Metasternal- (MG) und die dorsolateralen BRINDLEY-Drüsen (BG), 

die zur Duftstofffreisetzung auf ein Evaporatorium münden [WEIRAUCH 2006; VITTA et al. 2009b; 

WEIRAUCH & SCHUH 2011]. Wehrchemie und Alarmsignale werden überwiegend in den BGs 

gebildet, während die MGs der Steuerung von Aggregation und Paarungsverhalten dienen 
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können [MANRIQUE et al. 2006; PONTES et al. 2008]. Bei Blutsaugern produzieren die Labial-Drüsen 

u.a. antithrombotische Enzyme und die Stichreaktion auslösende Antigene [PETERS 2003]. 

Besonders eusoziale Hautflügler (Hymenoptera, s. E.4.3) verfügen vor allem in Caput und 

Abdomen über eine Vielzahl extrem diverser exokriner Drüsen, mit deren Hilfe sie ihr 

soziochemisches Kommunikationssystem unterhalten [WILSON 1965; BILLEN & MORGAN 1998]. 

Sekrete anatomisch gleicher Drüsen verschiedener Taxa erfüllen dabei häufig unterschiedliche 

semiochemische Funktionen. Wehrsekrete werden vor allem in den Giftdrüsen produziert (s. 

C. dolichophylla und Megacyllene spp.). Spurpheromone entstammen Pygidial- oder 

Sternaldrüsen sowie dem Giftapparat. Dessen Dufour-Drüsen produzieren u.a. Sexual-, Alarm- 

oder Markierungspheromone, aber auch Offensiv-Allomone [TOPOFF et al. 1988]. Die 

Mandibeldrüse hat Markierungs- oder defensive Funktion und dient bei Gynen von Ameisen 

(Formicidae, P. breviceps) oder Bienen (Apoidae) der Produktion von Sexuallockstoffen 

[JACKSON & MORGAN 1993; AYASSE et al. 2001]. Solitäre Stechimmen (Aculeata) verfügen über 

ähnliche Drüsenanlagen wie die staatenbildenden Verwandten, parasitoide Legimmen 

(Terebrantia) jedoch nicht über einen Giftapparat. Sie nutzen vielfach die Dufour-, Labial- oder 

Mandibeldrüsen zur Spur- und Wirtmarkierung (s. E. amygdali) [KOULOUSSIS & KATSOYANNOS 

1991] sowie zur sexuellen Kommunikation (A. victrix, T. turkestanica) [NUFIO & PAPAJ 2001; 

KEELING et al. 2004]. Epicuticulare Lipide u.a. aus Epidermisdrüsen und Kontaktsexualpheromone 

aus antennalen Drüsen dienen als Identifikatoren, besonders in sozialen Gemeinschaften 

(s.P. breviceps) [LE CONTE & HEFETZ 2008], aber auch der Steuerung des Kopulationsvorgangs bei 
Solitären (s. E. amygdali) [AYASSE et al. 2001; KEELING et al. 2004].  

Bei Termiten (Isoptera, s. E.4.6) sind die Organe des exokrinen Apparats deutlich einheitlicher 

mit einer biologischen Funktion korreliert [COSTA-LEONARDO et al. 2009]. Die Frontaldrüse bei 

Arbeitern und Soldaten ist Quelle von Alarmpheromonen und Wehrchemie, während die 

epidermalen Sternal- und Tergaldrüsen bei Geschlechtstieren der Partnerfindung und der 

Steuerung der Reproduktionsabläufe dienen. Spurpheromone werden ausschließlich in der 

Sternaldrüse produziert (vgl. H. mossambicus) [KAIB et al. 1982; BILLEN & MORGAN 1998; COSTA-

LEONARDO & HAIFIG 2010].   
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G.1.2 Endokrine Regulation 

Sowohl bei hemi- als auch bei holometabolen Insekten regulieren Ecdysteroid- (z.B. L-61) und 

Juvenil-Hormone (JHs, z.B. L-50) 190 Reproduktion und Individualentwicklung: Häutung (Ecdyse), 

Wachstum, Metamorphose und sexuelle Reifung [MORGAN 2004; JINDRA et al. 2013]. Bei mehreren 

Insektenordnungen wurde auch eine Funktion bei der Steuerung der Reproduktionsabläufe 

nachgewiesen: Pheromonproduktion, -emission, und deren Terminierung, Kopulation und 

Oviposition (s. P. aubei) [BOPPRÉ 1991; TILLMAN et al. 1999; SCHAL et al. 2003; SPINDLER 2003]. 

Neuropeptidhormone steuern Metabolismus, Verhalten und Muskelaktivität [GÄDE et al. 1997, 

GÄDE & GOLDSWORTHY 2003; ALTSTEIN & NÄSSEL 2010]. 

Bei Coleopteren steuert JH-III die Oogenese sowie die Reifung der Testis und initiiert die 

de novo-Biosynthese sowohl acetogeniner als auch terpenoider Pheromone (s. P. aubei) 

[TILLMAN et al. 1998, 1999]. Die Produktion wird zudem durch externe Faktoren wie pflanzliche 

Signalstoffe [REDDY & GUERRERO 2004; LIEUTIER 2007] (P. castaneus, P. obesus) oder 

Tagesrhythmen (C. psidii) beeinflusst. Bei Rüsselkäfern (Curculionidae) stimuliert die 

Neukolonisierung einer Wirtspflanze (C. psidii) die JH-III-Ausschüttung [SEYBOLD et al. 2000; 

SEYBOLD & VANDERWEL 2003]. Art und Menge der Pheromonemissionen ändern sich bei 

Scolytinen abhängig von Populationsdichte und -struktur [RENWICK & VITÉ 1969; VITÉ & 

FRANCKE 1985; BYERS 1989].  

JHs erfüllen bei Lepidopteren vielfältige (s.o.) physiologische und ontogenetische Funktionen 

[LAFONT 2000a,b; JURENKA 2004]. Sie sind u.a. Teil der neuroendokrinen Kontrolle der PBAN-

Ausschüttung. 191 Auf diese Weise wird das Lockverhalten und die Freisetzung von Sexual-

pheromonen an physiologische und extrinsische Faktoren z.B. die Photoperiode angepasst 

(T. ekebladella, I. rotundata). Die Terminierung erfolgt durch periodische externe Faktoren oder 

durch bei der Kopula übertragene Pheromonostatika von ♂♂ [BOPPRÉ 1991].  

Bei Wanzen (Heteroptera) sind Chemische Ökologie und Endokrinologie sowie der Einfluss 

externer Faktoren kaum verstanden [MILLAR 2005]. Juvenoide unbekannter Struktur 

                                                           

190  JHs sind Derivate von Methylfarnesoat (MF): JH-III (R-10,11-Epoxy-MF, L-50, Schema 44) ist ubiquitär bei 

Insekten. Dessen Mono- bis Trishomologe entstehen durch Einbau von Homomevalonat: JH-II, JH-I, JH-0 und 
4MJH-I [RÖLLER et al. 1967; MEYER et al. 1968; JUDY et al. 1973; LAFONT 2000a]. Weitere oxygenierte Derivate 
finden sich vor allem bei Lepidopteren aber auch bei Dipteren und Orthopteren. Die JH-Biogenese erfolgt aus 
Mevalonat in den Corpora allata (CA) und wird neuronal oder durch Neuropeptide reguliert [STAAL 1975; 
BELLÉS et al. 2005]. Ecdysteroide [HORN et al. 1966] sind stärker artspezifische Metabolite sequestrierter, meist 
pflanzlicher Steroide (s. E.3.3). Ihre Biosynthese [LAFONT 2000a] wird durch prothorakicotrope Neuropeptid-
Hormone (PTTHs) sowie entwicklungsphysiologische Faktoren stimuliert [SPINDLER 2003]. Weder die humorale 
und neuronale Kontrolle noch die Biosynthese der Ecdysteroide sind vollständig geklärt. Gleiches gilt für die 
Hormonrezeption im Zielgewebe [TILLMAN et al. 1999; LAFONT 2000a,b]. 

191  Pheromon-Biosynthese-Aktivierende-Neuropeptide (PBAN) binden an Rezeptoren in der Membran 

bestimmter Drüsen und induzieren z.B. die Lipolyse von Pheromon-Precursor-Gylceriden oder aktivieren 
Enzyme der Pheromon-Biosynthese (z.B. der AcylCoA-Reduktase) [TILLMAN et al. 1999; MATSUMOTO  et al. 2010]. 
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kontrollieren bei Triatominen (T. infestans) die Metamorphose und die Vittellogenese. 

Ecdysteroide induzieren Ovulation und Oviposition. Bei geringen Blutreserven wird die 

Oogenese gedrosselt und bei Nymphen die Häutung verzögert [WIGGLESWORTH 1936, 1963, 1965, 

1969; WILLIAMS 1956; DAVEY 1997; SCHAEFER 2003a,b]. 

Bei Fliegen (Diptera, s. E.4.5) kontrollieren JHs die Ovarien-Reifung. Ecdysteroide besitzen 

eine zentrale Rolle bei diversen morphogenetischen Prozessen. Zudem steuert 20-

Hydroxyecdyson (L-61) die Oogenese und reguliert die Fettsäure-Elongasen zur Biogenese der 

meist langkettigen, (verzweigten) Kohlenwasserstoff-Sexualpheromone [TILLMAN et al. 1999; 

JURENKA 2004]. 

Bei Isopteren und eusozialen Hymenopteren sind Polyethismus und Polyphänismus nicht 

genetisch determiniert. Morphogenese und Kastendifferenzierung werden in der 

postembryonalen Phase über den JH-Spiegel bestimmt. Dieser wird durch Primerpheromone 

von Geschlechtstieren, Brut und Arbeitern eingestellt [HSIAO & HSIAO 1969; RACHINSKY et al. 1990; 

ROBINSON et al. 1991]. 192 JHs steuern bei sozialen [BARKER 1978] und solitären Hymenopteren 

[ROBINSON & VARGO 1997] sowie bei Geschlechtstiere von Termiten [WATANABE et al. 2014] die 

Oogenese und sexueller Reifung. Bei Arbeitern [ROBINSON 1987] kontrollieren sie Verhalten (z.B. 

Alterspolyethismus) [HUANG et al. 1991; KAATZ et al. 1992; PANKIW et al. 1998; PINTO et al. 2002b], 

Physiologie (z.B. Aktivität exokriner Drüsen) und Morphologie (z.B. Pseudergaten-Soldaten-

Dimorphismus und die Fähigkeit zur Produktion von Spurpheromonen; s. H. mossambicus) 

[MAO et al. 2005]. Die endokrine Regulierung der sexuellen chemische Kommunikation, wie auch 

die Pheromonstrukturen selbst, sind bei vielen solitären (besonders Terebrantia, s. E. amygdali, 

T. turkestanica) und sozialen Arten (bes. bei Ameisen, P. breviceps) unbekannt 

[JACKSON & MORGAN 1993; BILLEN & MORGAN 1998; AYASSE et al. 2001; KEELING et al. 2004]. Auch ist 

bisher weitgehend ungeklärt, wie Parasitoide (A. victrix, T. turkestanica) in das endokrine 

System ihrer Wirte eingreifen, um z.B. Häutung oder Verpuppung zu verhindern [PENNACCHIO & 

STRAND 2006].   

                                                           

192
  Primerpheromone der Geschlechtstiere [SLESSOR et al. 1988] und der Brut [LE CONTE et al. 2001] unterdrücken 

bei Arbeiterinnen durch Inhibierung der JH-Biosynthese die Ovarien-Entwicklung bzw. Oogenese und 
beeinflussen das Fütterungsverhalten der Ammen, so dass die Entwicklung neuer Gynen verhindert wird und 
fortpflanzungsunfähige Arbeiter heranwachsen [VARGO 1998; HOOVER et al. 2003; LE CONTE & HEFETZ 2008; 
HOLMAN et al. 2010; PANKIW 2004]. Ein Ausbleiben dieser Signale führt bei Termiten zur geschlechtlichen 
Differenzierung von Pseudergaten (Nymphenarbeitern) und bei Hymenopteren zur Aufzucht von 
Jungköniginnen (kastenspezifische Fütterung der Larven, bei A. mellifera mit Gelée Royale) [KAMAKURA 2011; 
HAYDAK 1970]. Auch beinflusst soziale Interaktion [TIAN & ZHOU 2014; BUSCHINGER 2003] innerhalb der 
(temporär) sterilen Kaste die JH-Niveaus [HUANG et al. 1991; KAATZ et al. 1992; WATANABE et al. 2014]. 
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G.2 Neurophysiologie  

Chemische Wahrnehmung lässt sich in die periphere Rezeption eines Stimulus und die 

anschließende zentrale Perzeption des Signals unterteilen. Die dabei ablaufenden, sinnes- und 

elektrophysiologischen Prozesse sind vor allem an Modellspezies untersucht und bisher nur 

teilweise verstanden. Die grundlegenden biochemischen Prinzipien sind aber offenbar allen 

Tieren gemein [SCHNEIDER 1992; HILDEBRAND 1995; KRIEGER & BREER 1999; BARTRAM & BOLAND 

2003; KAIB et al. 2003; SPEHR et al. 2003; HATT 2004; ACHE & YOUNG 2005; BINDER et al. 2009; 

HANSSON & STENSMYR 2011].  

Insekten besitzen Chemosensoren an vielen Körperteilen (z.B. auch an Mundwerkzeugen und 

Beinen). Die wichtigsten olfaktorischen Sinnesorgane sind ihre Antennen, welche je nach Art 

und Geschlecht (Sexualdimorphismus) mit verschiedenen Typen von Riechhärchen (Sensillien) 

besetzt sind [SCHNEIDER 1964; SCHNEIDER & SEIBT 1969; STEINBRECHT 1973]. 193 Besonders bei 

Männchen nachtaktiver Schmetterlinge haben sich die Antennen evolutionär zu Molekülfächern 

mit bis zu mehreren 10.000 Riechhaaren entwickelt, die sogar noch wenige Moleküle der 

Sexuallockstoffe von conspezifischen Weibchen wahrnehmen können [SCHNEIDER et al. 1968; 

KAISSLING & PRIESNER 1970]. Dies ermöglicht es z.B. Motten, auf Konzentrationsgradienten zu 

reagieren und im Suchflug einer verwirbelten Duftstofffahne zur Quelle zu folgen (Tropo- und 

Klinochemotaxis).  

Eine Stimulation durch natürliche Duftstoffe in natürlichen Konzentrationen kann 

spezifisches Verhalten auslösen. Hingegen führt eine unnatürliche oder Überreizung sowie eine 

kontinuierliche Rezeptorerregung zu Desorientierung oder Inaktivität.     

 

                                                           

193
  Treffen Duftstoffe aus der Luft auf ein Sensillum, werden sie an der Cuticula adsorbiert, diffundieren 

gerichtet über die Oberfläche und werden über Poren aufgenommen. Im Inneren werden sie von Duftstoff-
bindenden Proteinen (Odorant-Binding Proteins, OBP) [PELOSI & MAIDA 1995] selektiv komplexiert und durch 
die wässrige Perirezeptorflüssigkeit (Sensillien-Lymphe) zu den Dendriten bipolarer olfaktorischer 
Rezeptorneuronen (ORN) transportiert. Hier aktivieren sie G-Protein gekoppelte Duftstoffrezeptoren (GPCR 
bzw. odorant recetors OR) [BUCK & AXEL 1991; SPEHR & MUNGER 2009], welche durch Ionen-Einstrom die 
Depolarisation der Rezeptormembran auslösen [BOEKHOFF et al. 1993]. Überschreiten diese 
Potentialänderungen eine Auslöseschwelle, laufen Aktionspotentiale über die Axone der ORN durch den 
Antennennerv (AN) zum Antennenlappen (Antennallobus, AL). Dort bündeln die Glomeroli die Signale jeweils 
gleicher Riechzellen und leiten diese zur zentralen Verarbeitung und zur Übersetzung in Verhalten an die 
Pilzkörper im Deutocerebrum weiter. Nach der Rezeption erfolgt im msec-Bereich die Signalterminierung 
durch Unterbrechen der Signaltransduktion und Inaktivierung der Botenstoffe durch duftstoffabbauende 
Proteine (Odorant- bzw. Pheromone-Degrading Enzymes: ODEs bzw. PDEs, z.B. Oxidasen oder Esterasen) 
[FERKOVICH et al. 1982; HANSSON 1995, 2002; LEAL 2005, 2013; RÜTZLER & ZWIEBEL 2005; VOGT 2005; STENGL 2010; 
ZHOU  2010].  

Nobelpreis für Medizin 1994: Alfred Goodman Gilman (* 1941-2015) USA & Martin Rodbell (1925-1998) USA 
„für die Entdeckung der G-Proteine und ihrer Rolle bei der Sigalweiterleitung in Zellen“  

Nobelpreis für Chemie 2012: Robert Lefkowitz (* 1943) USA & Brian Kobilka (* 1955) USA „für ihre Studien zu 
G-Protein-gekoppelten Rezeptoren“  
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Untersuchungen hierzu bilden die Grundlage für Biotests mit synthetischen 

Pheromonkomponenten und „mating disruption“-Techniken durch Reizüberladung im 

Rahmen alternativer Schädlingsbekämpfung (s. E.5.1).  

Elektrophysiologische Analyseverfahren eröffnen einen Zugang zu Prozessen des Riechens 

auf neuronaler Ebene. Hierbei wird ausgenutzt, dass selbst bei einer präparierten 

Insektenantenne die enzymatische Erkennung, die Signaltransduktionskaskade und die 

Nervenimpulsleitung für einige Minuten aktiv bleiben. Über eine Elektrode an der 

Antennenspitze und eine Referenz an ihrer Basis oder am Kopf lässt sich eine Überlagerung der 

langsamen extrazellulären Sensillienpotentialänderungen aller erregten Riechzellen ableiten 

(Elektroantennographie, EAG). Durch Nadelelektroden können die innerzellulären Rezeptor-

potentiale (Membrandepolarisationen) einzelner Sensillien aber auch Aktionspotentiale an den 

Axonen gemessen werden [SCHNEIDER 1957; SCHNEIDER & BOECKH 1962; KAFKA 1970; 

ARN et al. 1975; KAISSLING 1986; STENGL et al. 1992].   

Die Kopplung von Gaschromatographie und elektroantennographischer Detektion 

(GC-EAD) (s. B.3) ist eines der wichtigsten Werkzeuge zur Identifizierung flüchtiger, 

biologisch aktiver Verbindungen bei Insekten.   

Verschiedene Insektenarten verfügen über Riechhaare, die sich nicht nur morphologisch 

sondern auch in ihrer Selektivität unterscheiden. Zudem sind die Antennen einer Art mit 

unterschiedlichen jeweils artspezifischen Sensillientypen besetzt. Antennen, vor allem von 

Weibchen, tragen häufig verschieden sensitive Sensillien mit breiten (z.T. einander 

überlappenden) Reaktionsspektren. Da nicht alle aktiven Substanzen jeweils gleichermaßen 

reizwirksam sind 194, liefern sie für bestimmte Duftstoffe charakteristische Erregungsmuster 

(„combinatorial coding“) [VISSER & DE JONG 1988; KAIB et al. 2003; ACHE & YOUNG 2005; 

DE BRUYNE & BAKER 2008; LEAL 2013]. Phytophage oder parasitische Insekten können so die 

Zusammensetzung komplexer Duftstoffgemische erkennen und die Qualität von Nahrung, 

Wirten oder Ovipositionsplätzen bewerten (H. hampei, P. aubei, T. turkestanica, A. victrix, 

T. infestans) [LENT & WYGODZINSKY 1979; VISSER 1986; CATALÁ 1997; KEELING et al. 2004].   

(Sexual-)Pheromonsensible Riechhaare besitzen hingegen enge Reaktionsspektren und hohe 

Sensitivitäten. Häufig sind spezifische Sensillien (und ORNs) für einzelne Komponenten von 

Pheromonbouquets angelegt („labeled lines“) [SCHNEIDER 1962; KASANG et al. 1978]. Bei 

sympatrischen (verwandten) Spezies mit gemeinsamen Pheromonkomponenten ermöglicht die 

Mustererkennung eine olfaktorische Diskriminierung (s. Pissodes und Illiberis). Eine 

Artentrennungen kann durch evolutive Verschiebung der produzierten Mengenverhältnisse und 

veränderte zentralnervöse Bewertung erfolgt sein [ROELOFS & COMEAU 1971].   

                                                           

194
  Spezielle ORN-Typen werden durch verschiedene Reiz- und Signalstoffe unterschiedlich stark erregt und 

bestimmte Duftstoffe aktivieren verschiedene OR-Proteine mit unterschiedlicher Erregungshöhe. 
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Dies erklärt die strukturellen Gemeinsamkeiten von Signalstoffen verwandter Arten, die 

Fähigkeiten zur Wahrnehmung von artfremden Pheromonkomponenten sowie deren 

antagonistische Wirkung. 

Sexualpartner suchende ♂♂ bzw. ♀♀ besitzen zusätzlich zu Sexualpheromon 

detektierenden Sensillien spezifische Sensillien für die chemischen Charakteristika der 

bevorzugten Wirte. Deren simultane Erregung kann die Attraktivität der Lockstoffe 

synergistisch verstärken (z.B. Birnenester, L-146 bei C. pomonella, s.a. C. psidii; P. obesus) 

[VITÉ & FRANCKE 1985; SEYBOLD et al. 2000]. Häufig wählt der lockende Geschlechtspartner 

zunächst einen geeigneten Wirt und beginnt erst hier mit der Emission von Sexualpheromonen. 

Dagegen können Identifikatoren von Konkurrenten oder Feinden (s. A. victrix), pflanzliche 

Wehrstoffe (z.B. GLVs, wie 3Z-Hexenylacetat, L-32, Schema 39), oder Antipheromone (bei 

Borkenkäfern z.B. Seudenon, L-11, Schema 35) als Antagonisten oder Inhibitoren für gleichzeitig 

rezipierte Attractants wirken [DICKE 2000].   

Die Spezifität und Sensitivität von chemosensorischen Sensillien resultiert aus dem 

Zusammenspiel der Selektivitäten von duftstoffbindenden Proteinen in der Lymphe und 

Duftstoffrezeptoren in der Dendritenmembran. Die Wahrscheinlichkeit einer Substanz zur 

Aktivierung der Signalkaskade ist abhängig von der Wechselwirkung mit der Rezeptorkavität 

(funktionelle Gruppen, Molekülgröße und -geometrie, Konfigurationen von Doppelbindungen 

und Stereozentren). Die Erregungshöhe resultiert aus der Häufigkeit der Schwellenreaktionen 

der Rezeptorneuronen (Frequenz der Aktionspotentiale) [BHANDAWAT et al. 2005].   

Die Aktivität von Pheromonanaloga zur Störung der natürlichen Wahrnehmung 

(Erzeugen nicht natürlicher Erregungsprofile, Blockade von PDEs) ist proportional der 

erforderlichen Konformationsenergie für eine naturstoffisostere Rezeptorbindung 

[REDDY & GUERRERO 2004; GUERRERO & ROSELL 2005].  

Kontaktchemosensorische (gustatorische) Sensillien auf Tarsen, Antennen, Rüssel, Ovipositor 

usw. sind weniger gut untersucht, sie unterscheiden sich aber anatomisch und 

neurophysiologisch nicht grundlegend von ihrem olfaktorischen Pendant. Bindeproteine und 

Rezeptoren detektieren hier nicht flüchtige Reizstoffe, die bei Berührung in eine viskose 

Sensillienflüssigkeit gelangen. Sie besitzen in der Regel eine geringere Empfindlichkeit jedoch 

häufig eine hohe Substanzspezifität. Geschmacksstoffe leiten Erkennungsprozesse von 

Sexualpartnern (Megacyllene spp.), von Art- oder Koloniegenossen bei sozialen Insekten, dienen 

als Wirtmarkierungspheromone (s. L-12) [NUFIO & PAPAJ 2001] oder wirken als 

Wirtfindungskairomone für Parasiten (z.B. ATP, ADP für Blutsauger), als Ovipositionskairomone 

(z.B. Senfölglycoside wie Sinigrin, L-71, Schema.49, für Pieris brassicae; s.a. T. turkestanica) oder 

Fraßstimulanzien für Phytophage oder Pharmacophage (s. E.3.4).  
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G.3 Chemische Grundlagen 

G.3.1 Kupfer(I)-katalysierte Kreuzkupplung nach SCHLOSSER 

Zur Alkylierung der Fettalkoholtosylate Linolyltosylat (#82) und Linolenyltosylat (#85) 

wurden NORMANT-Cuprate (A) verwendet. Diese lassen sich durch Transmetallierung aus 

GRIGNARD-Verbindungen erzeugen und besitzen eine höhere Nukleophilie, aber geringere 

Basizität als die entsprechenden Alkylmagnesiumhalogenide. Zudem erleichtert das 

Übergangsmetall durch Komplexierung des Substrats die Substitution am gesättigten C-Atom. 

Für einen katalytischen Einsatz von Cu(I) lässt sich folgender prinzipieller Zyklus formulieren. 

Schema 192: Katalysezyklus der Cu
+
I-vermittelten Kupplung von Alkytosylaten mit GRIGNARD-Reagenzien. 

Die Magnesium-Cuprate erreichen die bei Cu+I-Verbindungen bevorzugte tetragonale 

Koordinationssphäre durch Bildung von Mischassoziaten wie B. Katalytisch wirksame Spezies ist 

vermutlich ein in situ entstehendes Kation C, welches als Elektronenmangel-Verbindung zur 

Insertion in die C-X-Bindung des Substrats in der Lage ist. Tosylate begünstigen durch Chelat-

Bildung (D) die oxidative Addition unter Bildung eines (verzerrt) quadratisch planaren Cu+
III-

Komplexes E. In einem schnellen Folgeschritt bildet sich die C-C-Bindung zwischen den cis-

ständig koordinierten Alkylresten, und das Kupplungsprodukt wird durch reduktive 

Eliminierung freigesetzt. Der Katalysator wird aus G durch ein weiteres Mol GRIGNARD-Reagenz 

regeneriert (Schema 192). Aus sterischen Gründen treten bei sekundären, besonders bei 

tertiären Reaktanden vermehrt Konkurrenzreaktionen auf. Die Kupplung erfolgt unter Inversion 
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des Substrats und Retention am Reagenz [NORMANT 1972b; JOHNSON & DUTRA 1973a,b; 

FOUQUET et al. 1974; SCHLOSSER 1974; LIPSHUTZ et al. 1981; KHAN et al. 1985; KRAUSE & GEROLD 1997; 

NAKAMURA & MORI 2000]. 

G.3.2 DIBAlH-Reduktion / WITTIG-Olefinierung von Carbonsäureestern 

Bei der Reduktion von Estern (und Lactonen) mit stark LEWIS-sauren Hydrid-Überträgern 

wie Diisobutylaluminiumhydrid (DIBAlH) oder Triisobutylaluminium (TIBA) 

[WINTERFELDT 1975] entsteht zunächst ein tetraedrisches Intermediat (Schema 193 I). Dieses ist 

in apolaren Lösungsmitteln und bei tiefer Temperatur ausreichend stabil [SEYDEN-PENNE 1991], 

um die Folgereduktion zum Alkohol (Schema 193 II) zu verzögern und Abfangreaktionen 

[DAHANUKAR RYCHNOVSKY 1996; KIYOOKA et al. 1993] zu ermöglichen. Mit WITTIG-Ylenen reagieren 

diese Diisobutylaluminoxyalkoxyacetale wie Lactole [COREY et al. 1969; MORI et al. 1976] unter 

direkter Olefinierung. Damit werden Eintopf-Sequenzen von Reduktion und Olefinierung 

möglich [BOLAND et al. 1980]. Der exakte Mechanismus ist nicht geklärt. Möglicherweise zerfällt 

das Acetal bei T > -40 °C, und der entstehende Aldehyd wird in situ von dem Ylen abgefangen 

(Schema 193 III).  

Schema 193: Möglicher Mechanismus der Reduktion von Estern mit DIBAlH und in situ-Olefinierung mit 
WITTIG-Ylenen (retrosynthetischer Ansatz AH, Schema 80, s. T. ekebladella).  
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G.3.3 SHARPLESS´ Asymmetrische syn-Dihydroxylierung 

Osmium(VIII)tetroxid OsO4 bildet mit Olefinen ein Osmium(VI)glycolate, welche im 

Basischen zu Osmat und vicinalen Diolen hydrolysieren [CRIEGEE 1936]. Bei der asymmetrischen 

Osmylierung nach SHARPLESS werden Derivate von optisch aktiven Cinchona-Alkaloiden 

zugesetzt (s. E.5). Diese koordinieren in situ und erzeugen so eine chirale Umgebung um das 

Zentralatom. Die bisher höchsten Enantiomerenüberschüsse liefern Phthalazin (PHAL)-

verbrückte Dimere von Dihydrochinin (DHQ) oder Dihydrochinidin (DHQD):  PHAL(DHQ)2 und 

PHAL(DHQD)2 (Schema 194) [BECKER et al. 1994; BECKER & SHARPLESS 1996]. Mit diesenen 

diastereomorphen Liganden bilden sich Os-Komplexe, bei denen die Anlagerung von Olefinen 

mit spiegelbildlicher diastereofacialer Selektivität begünstigt ist [COREY et al. 1994]. In der Regel 

erhält man Enantiomerengemische der Diole, deren Zusammensetzung durch den sterischen 

Anspruch der Doppelbindungssubstituenten des Substrats bestimmt wird. Die höchsten 

Enantiomeren-Überschüsse werden mit 1,2-disubstituierten (E)-konfigurierten Olefinen erzielt. 

Hingegen reagieren 1,1- oder dreifach substituierte sowie (Z)-konfigurierte Olefine mit 

geringerer Enantioselektivität. Die beste Selektivität wird bei Reaktionstemperaturen um 0 °C 

erreicht [SHARPLESS et al. 1977; JØRGENSEN & SCHIØTT 1990; NORRBY et al. 1996].   

Schema 194: Chirale, pseudoenantiomere Liganden für die asymmetrische Osmylierung auf Basis der 

natürlichen Alkaloide Dihydrochinin (DHQ; (1S,3R,4S,8S,9R)-(6‘-Methoxy-4‘-chinolyl)-(3-ethyl-8-

chinuclidyl)methanol) und Dihydrochinidin (DHQD; 1S,3R,4S,8R,9S).  

Die Osmium(VI)glycolate bilden sich vermutlich in einem schrittweisen Mechanismus durch 

oxidative [2+2]-Cycloaddition des Olefins an eine Os=O-Doppelbindung mit anschließender 

Umlagerung des intermediär gebildeten Osmaoxetans [SHARPLESS et al. 1977; JØRGENSEN & 

SCHIØTT 1990; NORRBY et al. 1996]. Daher entstehen ausschließlich syn-Addukte (Schema 195). 
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Bei äquimolarer Verwendung eines Cooxidans (z.B. Hexacyanoferrat(III)) lässt sich das 

Oxidationsmittel in katalytischen Mengen und als weniger toxisches, nicht flüchtiges Os(VI)salz 

einsetzen [MINATO et al. 1990]. Durch Arbeiten in einem Zwei-Phasen-System wird die Substrat-

Oxidation räumlich von der Reoxidation zu Os(VIII) getrennt. Die aktive Spezies wird direkt 

beim Übergang in die organische Phase über N1 von den Lewis-basischen Alkaloiden 

komplexiert. Diese Koordination erhöht die Geschwindigkeit der oxidativen Addition an das nun 

chirale katalytische Zentrum (Ligand Acceleration Effect, LAE) [JACOBSEN et al. 1988; BERRISFORD 

et al. 1995]. Methansulfonamid, MeSO2NH2, beschleunigt die Hydrolyse der Glycolate (besonders 

nicht terminaler Alkene) und fungiert zudem als Phasentransferkatalysator [JUNTTILA & 

HORMI 2009]. Dadurch wird der enantioselektive Katalysezyklus gegenüber einer sekundären 

Route achiraler Zwischenstufen begünstigt. 

Schema 195: Katalytischer Zyklus der Asymmetrischen SHARPLESS-Dihydroxylierung 
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G.3.4 SHARPLESS´ Asymmetrische Epoxidierung 

Titan-Tatrat-Katalysatoren ermöglichen die enantioselektive Epoxidierung von primären und 

sekundären Allyalkohole (eingeschränkt auch von Homoallylalkoholen) mit organischen 

Hydroperoxiden (z.B. tert-Butylhydroperoxid, TBHP) als Oxidationsmittel [SHARPLESS & 

WOODARD 1983]. 

Schema 196: Raumstrukturen von Ti2[(+)-tat]2(OiPr)4 (A) und dem mit TBHP und einem Allylalkohol 

beladenen Komplex (B). 

Tetraisopropyltitanat Ti(OiPr)4 (TIPT) bildet mit Weinsäureestern (tat) (z.B. Diisoproyltartrat, 

DIPT) als chirale Liganden zweikernig-oktaedrische Komplexe, Ti2(tat)2(OiPr)4, deren 

Koordinationssphäre durch vier verbleibende Isopropylat-Liganden abgesättigt wird. Der 

Komplex ist c2-symmetrisch bezüglich des Tartrat-Gerüsts und besitzt somit zwei katalytische 

Zentren mit identischer chiraler chemischer Umgebung (Schema 196A). Eines der Ti-Zentren 

kann durch Protonentransfer-Ligandenaustausch von Isopropylat sowohl den Allylalkohol als 

Substrat in axialer Position als auch das Peroxid als zweizähnigen Liganden koordinieren. Dabei 

wird ein Carbonyl-Sauerstoff verdrängt und der distale Peroxid-Sauerstoff besetzt eine axiale 

Koordinationsstelle (Schema 196B) [Finn & SHARPLESS 1985; ROSITTER 1985; PFENNINGER 1986]. 
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Schema 197: Enantioselektiver und nicht selektiver Katalysezyklus sowie vorgelagerte Gleichgewichte der 

Asymmetrischen SHARPLESS-Epoxidierung (Stöchiometrie nicht berücksichtigt).  

Unter Durchlaufen eines 5c10e⊖-Übergangszustands wird der elektrophile, peroxidische 

Sauerstoff irreversibel auf die π-Bindung übertragen. Das bidental gebundene α-

Hydroxyalkyloxiran und tert-Butanol werden im folgenden Katalysezyklus durch je ein Mol 

Allylalkohol und Peroxid verdrängt (Schema 197). Die Geometrie der chiralen katalytischen 

Kavität begünstigt eine bestimmte Orientierung des Substrats und eine bestimmte 

Reaktivkonformation des Allylrests für die Übertragung des äquatorialen Sauerstoffs 

(Schema 198) [Finn & SHARPLESS 1985; ROSITTER 1985; PFENNINGER 1986]. Mit (2S,3S)-D-(-)-

Tartrat bzw. natürlichem (2R,3R)-L-(+)-Tartrat liefern achirale Substrate enantiomere Epoxide 

mit gleicher Ausbeute und optischer Reinheit. Bei chiralen Allylalkoholen fungiert R1 als 

dirigierende Gruppe (Schema 196B und Abb. 47, S.332). Je nach ihrer Raumerfüllung wird die 

Bindung eines der Enantiomere bevorzugt und beide reagieren mit unterschiedlicher 

Geschwindigkeit und Diastereoselektivität. Dies ermöglicht eine Kinetische Racematspaltung 

(KR) [MARTIN et al. 1981; PFENNINGER 1986; GAO et al. 1987]. Je nach Reaktionsführung wird das 

Epoxid des matched Substrats oder das unveränderte missmatched Enantiomer erhalten. In 

Schema 198 ist dies für racemisches Pent-1-en-3-ol (rac-#151) mit R1 = Et gezeigt. 
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Schema 198: Kinetische Kontrolle der Asymmetrischen SHARPLESS-Epoxidierung bei Verwendung von (+)- 

bzw. (-)-Tartrat als chirale Titan-Liganden: Oxidation von (3R)- bzw. (3S)- Pent-1-en-3-ol (Ti.11) zu 

(2S,3R)- bzw. (2R,3S)-1,2-Epoxypentan-3-ol (Ti.12). 

Mit TIPT ist ein analoger nicht enantioselektiver Zyklus möglich (Schema 197), sodass hohe 

ee-Werte nur bei fast vollständiger Komplexierung (ca. 1.2 äq tat) erreicht werden. Bei höherem 

Überschuss bildet sich katalytisch inaktives Ti(tat)2. Die fortschreitende Bildung von Alkohol 

verschiebt bei Katalysatormengen unter 5mol% das Gleichgewicht zu Gunsten des achiralen 

Pfades.   
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G.3.5 DESS-MARTIN-Oxidation 

Schema 199: Freisetzung von Protonen bei der DESS-MARTIN-Oxidation eines prim. oder sek. 

Alkohols mit Aryliod(III)säureacetat, Pyridin als Säurefänger; R1 = H, Alk; R2 = Alk. 

G.3.6 WITTIG- und HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Olefinierung 

Unter „Li⨁-freien“ Bedingungen reagieren WITTIG-Ylene mit Aldehyden irreversibel in einer 

konzertierten, kinetisch kontrollierten [2+2]-Cycloaddition zu einem Oxaphosphetan (OPA) als 

einzigem Intermediat. Die anschließende Cyclorevision erfolgt stereospezifisch, sodass die 

Doppelbindungs-Konfiguration des Produkts durch die E/Z-Selektivität der Cycloaddition 

bestimmt wird [WITTIG & GEISLER 1953; SCHÖLLKOPF 1959; WADSWORTH & EMMONS 1961; 

WITTIG 1979]. Bei der Reaktion von nicht stabilisierten Yliden (Ph3P⨁-CH2Alkyl, z.B. #171, #205) 

mit aliphatischen Aldehyden bildet sich hoch selektiv das cis-OPA (Schema 200A). 

Ausschlaggebend hierfür sind sterische Effekte bei der Bildung eines eduktnahen ÜZ 

[VEDEJS & MARTH 1988; VEDEJS et al.  1988; ROBIETTE et al. 2005, 2006] sowie die Orbitalsymmetrie 

der [π2s+π2a]-Cycloaddition [VEDEJS & SNOBLE 1973; VEDEJS et al. 1981]. 

Semi-stabile Phosphorane besitzen funktionelle Gruppen in Konjugation zum 

Reaktionszentrum (Aromaten, Ester-Gruppen, Doppelbindungen, etc; z.B. Ph3P=CHAlkenyl: #168 

und #209). Sie reagieren mit geringerer cis-Selektivität. Die Mechanismen bei derart veränderten 

elektronischen Eigenschaften auf Seiten von Ylid oder Aldehyd sind nicht vollständig verstanden 

[MARYANOFF et al.  1985; VEDEJS & FLECK 1989; BYRNE et al. 2014].  
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Im Gegensatz dazu entstehen bei Anwesenheit von Li⨁-Ionen bevorzugt E-konfigurierte 

Alkene. Auch hier sind die mechanistischen Details der Reaktion nicht vollständig geklärt. 

Möglicherweise wird ein zur irreversiblen cis-OPA-Bildung konkurrierender reversibler 

Reaktionspfad beschritten. Dabei bildet sich vermutlich (unter Beteiligung von 

Lithiumhalogenid-Addukten) als finales Zwischenprodukt vor der Cyclorevision ein Gemisch aus 

cis- und trans-OPA im Verhältnis ihrer thermodynamischen Stabilitäten („stereochemischer 

Drift“) [MARYANOFF & REITZ 1986; 1989; REITZ et al. 1986; VEDEJS & PETERSON 1994; 

BYRNE & GILHEANY 2012, 2013; VEDEJS 2015]. Daher ist der maximal erreichbare Isomeren-

Überschuss hier geringer als bei der Z-selektiven „Li⨁-freien“ Variante. Ein Überschuss an Base 

begünstigt nach SCHLOSSER & CHRISTMANN [1966] die Einstellung des thermodynamischen 

Gleichgewichts.  

Der Mechanismus der HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Reaktion ist nicht bewiesen. Vermutlich 

reagieren stabilisierte Phosphonsäureester-Anionen wie #239 analog der WITTIG-HORNER-

Reaktion [BUSS & WARREN 1985; CLAYDEN & WARREN 1996] in einer „Aldol-Typ“-Reaktion zu 

einem Alkoholat, welches irreversibel zum OPA cyclisiert [KLUGE & CLOUDSDALE 1979; 

MARYANOFF & REITZ 1989]. Im allgemeinen wird die Reaktion in der Literatur als aus 

elektronischen Gründen E-selektiv beschrieben [BYRNE et al. 1986] (Schema 200B).  

Schema 200: Stereoselektivität von WITTIG-Typ-Olefinierungen. 
A: EZ-Selektivität der WITTIG-Reaktion von Alkylidenphosphoranen mit aliphatischen 

Aldehyden R1, R2 = Alkyl;      
B: vermuteter Mechanismus der HORNER-WADSWORTH-EMMONS-Olefinierung, EWG mit –M-

Effekt.  
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G.3.7 Heterogen katalytische Hydrierung von Mesitol 

Bei der heterogen katalysierten Hydrierung erfolgt die Übertragung der aktivierten 

Wasserstoffatome von der Katalysatoroberfläche auf ein adorbiertes Substrat konzertiert syn-

stereoselektiv (vgl. Schema 131, S.408, s. T. turkestanica). Für eine hohe Ausbeute an all-cis-

Produkt ist die konsekutive Übertragung von sechs H-Atomen auf das parallel zur 

Metalloberfläche als π-Komplex chemisorbierte Mesitol ohne temporäre Desorption 

erforderlich. Dies wird durch eine niedrige Temperatur, eine geringe Konzentration und eine 

relativ hohe Katalysatormenge begünstigt [SIEGEL 1966; SCHLOSSER 1972; RYLANDER 1979; 

JOHNSTONE et al. 1985].  

Das vollständige Hydrierungsprodukt von Mesitol, 2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol (#243), 

besitzt zwei asymmetrische, chemisch äquivalente Kohlenstoffe (C2 und C5) sowie die 

symmetrisch substituierten aber relativ zueinander definierten Atome C1 und C4 (Schema 201). 

Der all-cis-Alkohol ist spiegelsymmetrisch an der σ-Ebene durch C1 und C4 und somit achiral: 

meso-#243. Dessen Konfiguration lässt sich durch die Stereodeskriptoren (1α,2α,4α,6α), 

(1,2,4,6/0) oder (1r,2c,4c,6c) beschreiben [ANGYAL et al. 1973; MOSS 1996; PANICO et al. 1993; 

SIEBERT 2006].  

Entsprechend liefert die Oxidation (2cR*,4r,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on (meso,all-

cis-#244). Dessen BAEYER-VILLIGER-Oxidation lässt die relative Konfiguration unverändert, da die 

[1,2]-sigmatrope Verschiebung unter vollständiger Retention erfolgt. Man erhält wegen der 

gleich häufigen Wanderung der beiden identischen Alkyl-Gruppen 5R* bzw. 2S* racemisches all-

cis-#245 [ROZZELL & BENNER 1983; KROW 1993; RENZ & MEUNIER 1999]. 

Schema 201: Heterogene Hydrierungen von Mesitol zu  (1r,2cR*,4c,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-
ol (meso,cis-#243) und BAEYER-VILLIGER-Oxidation von (2cR*,4r,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-
on (meso,cis-#244) zu racemischem (3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on (all-cis-#245).  
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G.3.8 Enantioselektive Synthesen „skipped“ Methyl-verzweigter 

Kohlenstoff-Ketten 

Eine selektive Darstellung verschiedener Enantiomere der Zielverbindungen Tt.5 und Tt.6 

wäre gemäß Schema 134 (S.412) nach R- bzw. S-enantioselektiver BAEYER-VILLIGER-Oxidation des 

prochiralen meso-Ketons #244 [PANEGHETTI et al. 1999; SCHWARZ-LINEK et al. 2001; 

POLYAK et al. 2012] möglich. Untersuchungen hierzu umfassen enzymatische 

[MIHOVILOVIC et al. 2002; KAYSER 2009; REETZ & WU 2009; DE GONZALO et al. 2010] sowie 

Übergangsmetall-katalytische Ansätze unter Verwendung chiraler Liganden [BLOM et al. 1994; 

GUSSO et al. 1994; STRUKUL 1998; ITO et al. 2003; MALKOV et al. 2008; ZHOU et al. 2012]. Eine mögliche 

kinetische Racematspaltung durch enzymatische Hydrolyse des Lacton #245 

[FOUQUE & ROUSSEAU 1989; SCHWARZ-LINEK et al. 2001] oder eine Enantiomerentrennung durch 

Derivatisierung geeigneter Produkte entlang der Syntheseroute (z.B. des Alkohols 2,4,6-

Trimethylnonan-1-ol, #213) würden hingegen die Ausbeute der Zielstruktur halbieren. Die 

enzymatische Desymmetrisierung von 2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (meso-#184) zum 

Monoacetat [FUJITA & MORI 2001; TAKAGI et al. 2004; ZAPF et al. 2005] könnte einen 

enantiomerenreinen Startbaustein für Synthesen entsprechend Schema 124 (S.397) und 

Schema 129 (S.404) liefern (s. T. turkestanica).  

Nach der Identifizierung biologisch aktiver Desoxypropionate (s. E.3.2) wurden verschiedene, 

meist iterative Strategien zur Darstellung enantiomerenreiner „skipped“ polymethylverzweigter 

Strukturelemente entwickelt [HANESSIAN et al. 2006; MORI & WU 1992; WEISE et al. 2012]. Eine 

enantioselektive Synthese des 2,4,6-Trimethylnonyl-Bausteins wäre z.B. durch Cu(I)-vermittelte 

dirigierte allylischen Substitution [BREIT & HERBER 2004; HERBER & BREIT 2005, 2006], 

asymmetrische Aldol-Kondensation [ABIKO & MASAMUNE 1996; VONG et al. 2003], Zr-katalysierte 

Carboaluminierung [KONDAKOV & NEGISHI 1995, 1996; MAGNIN-LACHAUX et al. 2004], Cu(I)-Tol-

BINAP-katalysierte enantioselektive konjugierte Addition von Grignard-Verbindungen an α,β-

ungesättigte Ester [FERINGA et al. 2004; LUM et al. 2008; WANG et al. 2008] oder Ir-katalysierte 

asymmetrische Hydrierung [ZHOU & BURGESS 2007; ZHOU et al. 2007] möglich.  
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G.4 Pflaumenmotte (Illiberis rotundata) 

G.4.1 Massenspektren-Daten (GC/MS) der Naturstoffe Ir.A und Ir.B 

(EI 70 eV, GC/MS) 

(2R)-Butyl-(7Z)-dodecenoat (Ir.1 = Ir.A) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (15), 40 (3), 41 (83), 42 (13), 43 (29), 44 (2), 45 (5), 51 (1), 53 (9), 

54 (23), 55 (100), 56 (26), 57 (43), 58 (3), 59 (3), 60 (7), 61 (1), 65 (3), 66 (2), 67 (33), 68 (19), 69 

(45), 70 (14), 71 (10), 73 (15), 74 (1), 77 (3), 78 (1), 79 (12), 80 (5), 81 (32), 82 (17), 83 (44), 84 (35), 

85 (9), 87 (5), 91 (3), 93 (6), 94 (6), 95 (30), 96 (37), 97 (34), 98 (32), 99 (8), 100 (6), 101 (8), 102 (2), 

105 (2), 107 (5), 108 (2), 109 (11), 110 (15), 111 (13), 112 (7), 113 (4), 114 (11), 115 (4), 116 (2), 119 

(6), 120 (2), 121 (7), 122 (2), 123 (15), 124 (6), 125 (6), 126 (3), 127 (7), 128 (2), 129 (1), 130 (1), 133 

(5), 134 (2), 135 (3), 136 (14), 137 (19), 138 (20), 139 (5), 141 (2), 151 (8), 152 (3), 155 (2), 161 (7), 

162 (10), 163 (7), 179 (4), 180 (16), 181 (45), 182 (6), 198 (7), 199 (3), 254 (1) 

(2R)-Butyl-(9Z)-tetradecenoat (Ir.2 = Ir.B) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (66), 42 (12), 43 (25), 44 (1), 45 (3), 53 (7), 54 (19), 

55 (100), 56 (30), 57 (43), 58 (2), 59 (2), 60 (6), 61 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (28), 68 (15), 69 (55), 70 

(17), 71 (8), 73 (14), 74 (1), 77 (2), 79 (7), 80 (3), 81 (24), 82 (16), 83 (39), 84 (27), 85 (7), 87 (5), 91 

(3), 93 (5), 94 (4), 95 (19), 96 (24), 97 (36), 98 (29), 99 (6), 100 (4), 101 (6), 105 (2), 107 (4), 108 (4), 

109 (16), 110 (16), 111 (20), 112 (9), 113 (5), 114 (8), 115 (3), 116 (1), 119 (4), 120 (1), 121 (8), 122 

(3), 123 (15), 124 (14), 125 (11), 126 (4), 127 (9), 128 (2), 129 (2), 130 (2), 133 (5), 134 (5), 135 (7), 

136 (2), 137 (9), 138 (6), 139 (4), 140 (1), 141 (2), 143 (1), 144 (1), 147 (4), 148 (4), 149 (3), 151 (8), 

152 (4), 153 (2), 154 (1), 155 (1), 161 (2), 164 (10), 165 (8), 166 (11), 167 (2), 179 (3), 180 (1), 183 

(1), 189 (5), 190 (5), 191 (4), 207 (3), 208 (16), 209 (45), 210 (7), 226 (5), 227 (2), 282 (1) 
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G.5 Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella) 

G.5.1 GC-FID/EAD- und GC/MS- Chromatogramme eines Extrakts von 

T. ekebladella-♀♀ 

Graphik 120: GC-FID/EAD-Chromatogramme und GC/MS-Analyse eines Hexan-Extrakts von 
T. ekebladella-♀♀ zur Bestimmung von Retentionszeiten und zur Aufnahme der Massenspektren 
EAD-aktiver Naturstoffe. 
A1: Antennal responses, A2: FID; B: TIC GC/MS  (DB-WAX, 30m, 60/1-10-220/23). 
Messung: B. MOLNAR & G. SZŐCS, Plant Prot. Inst. Budapest, Ungarn, 2008. 
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G.5.2 MS-Daten der Naturstoffe Te.A, Te.B und Te.C  

(EI 70 eV, GC/MS) 

Naturstoff   Te.A 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (12), 40 (17), 41 (66), 42 (6), 43 (99), 44 (11), 46 (2), 51 

(4), 52 (2), 53 (10), 54 (10), 55 (47), 56 (9), 57 (47), 58 (4), 65 (4), 66 (12), 67 (63), 68 (16), 69 (30), 

70 (8), 71 (27), 72 (1), 77 (15), 78 (20), 79 (100), 80 (66), 81 (35), 82 (25), 83 (20), 84 (4), 85 (16), 91 

(18), 92 (8), 93 (39), 94 (22), 95 (48), 96 (17), 97 (16), 98 (3), 99 (3), 103 (2), 104 (2), 105 (8), 106 (4), 

107 (18), 108 (88), 109 (19), 110 (6), 111 (7), 112 (3), 113 (3), 117 (5), 118 (3), 119 (5), 120 (2), 121 

(20), 122 (10), 123 (8), 124 (2), 125 (4), 126 (1), 127 (4), 131 (2), 133 (2), 134 (1), 135 (12), 136 (7), 

137 (4), 138 (2), 139 (1), 140 (1), 141 (2), 147 (2), 148 (1), 149 (7), 150 (1), 151 (1), 152 (1), 155 (2), 

163 (2), 169 (2), 177 (1), 183 (1), 229 (1), 257 (2), 262 (15), 263 (3), 264 (2), 272 (1), 289 (1), 318 (5, 

M+). 

 

Naturstoff   Te.B 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (68), 42 (2), 43 (11), 52 (3), 53 (9), 54 (15), 55 (73), 56 (6), 

57 (3), 65 (5), 66 (9), 67 (71), 68 (14), 69 (31), 70 (2), 77 (14), 78 (11), 79 (100), 80 (59), 81 (42), 82 

(19), 83 (15), 84 (1), 85 (2), 91 (26), 92 (7), 93 (44), 94 (25), 95 (52), 96 (16), 97 (7), 99 (2), 105 (7), 

106 (4), 107 (19), 108 (91), 109 (21), 110 (5), 111 (1), 119 (4), 120 (3), 121 (18), 122 (12), 123 (6), 

124 (3), 125 (1), 133 (3), 134 (2), 135 (16), 136 (8), 137 (3), 138 (2), 147 (2), 148 (1), 149 (7), 150 (3), 

155 (1), 161 (2), 163 (3), 164 (1), 175 (1), 177 (2), 191 (1), 247 (3), 260 (15), 261 (3), 262 (2), 287 (2), 

316 (7, M+), 317 (2). 

 

Naturstoff   Te.C 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (40), 42 (11), 43 (67), 45 (7), 50 (2), 52 (1), 53 (3), 54 (10), 

55 (39), 56 (9), 57 (39), 58 (2), 59 (3), 65 (3), 66 (8), 67 (47), 68 (15), 69 (24), 70 (5), 71 (13), 73 (3), 

76 (3), 77 (12), 78 (15), 79 (73), 80 (53), 81 (29), 82 (23), 83 (19), 84 (3), 85 (12), 86 (2), 91 (12), 92 

(5), 93 (28), 94 (20), 95 (37), 96 (18), 97 (15), 98 (2), 99 (1), 101 (1), 103 (2), 104 (1), 105 (6), 106 (3), 

107 (14), 108 (100), 109 (18), 110 (5), 111 (7), 112 (2), 113 (1), 115 (1), 116 (1), 119 (1), 120 (3), 121 

(14), 122 (11), 123 (6), 124 (3), 125 (3), 126 (1), 127 (2), 133 (2), 134 (2), 135 (12), 136 (8), 137 (3), 

138 (2), 141 (1), 145 (1), 149 (5), 150 (2), 151 (1), 152 (1), 163 (2), 346 (10), 347 (2), 348 (1), 402 (4, 

M+). 

 



G.5  Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella) 

 

564 

G.5.3 Vergleich der NMR-Spektren-Daten der synthetischen Polyene 

 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen  ω1 (Te.7) 
 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.98 t 7.6 3H CH3 C1 
1.24-1.35 m  14H 7×CH2 C13-19 
1.31-1.41 m  4H 2×CH2  C12, C20 
2.00-2.07 m  2H =CHCH2CH2 C21 
2.02-2.10 m  2H =CHCH2CH2 C11 
2.05-2.13 m  2H =CHCH2CH3  C2 
2.81 bdd 6.1 6.1 4H 2×=CHCH2CH= C5,C 8 
4.93 ddt 10.2 2.2 1.1 1H (Z)=CH2 C23 
4.99 ddt 17.1 2.2 1.6  1H (E)=CH2 C23 
5.27-5.44 m  6H 6×=CH C3,4,6,7,9,10 
5.81 ddt 17.1 10.2 6.7 1H CH=CH2 C22 

Tab. 30 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.42  q C1 
20.71  t C2 
25.70 / 25.79  2t C5, C8 
27.42  t C11 
29.12  t C20 
29.31 / 29.49 / 29.66 / 29.71 / 29.77 / 
29.79 / 29.80 / 29.82  

8t C12-C19 

33.98  t C21 
114.23  t C23 

127.31  d C4 
127.80  d C9 
128.43 / 128.47  2d C4, C5 
130.58  d C10 
132.12  d C3 
139.42  d C22 

Tab. 31 
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(3Z,6Z,9Z,21E)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen ω2 (E-Te.8) 
 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.98 t 7.5 3H CH3  C1 
1.24-1.32 m  12H 6×CH2  C13-C18 
1.29-1.40 m  4H 2×CH2  C12, C19 
1.64 ddt 3.5 1.2 1.2 3H CH3 C23 
1.92-1.99 m  2H =CHCH2CH2 C20 
2.01-2.10 m  2H =CHCH2CH2 C11 
2.04-2.12 m  2H =CHCH2CH3 C2 
2.81 bdd 6.1 6.1 4H 2×=CHCH2CH= C5,C 8 
5.27-5.44 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,21,22  

Tab. 32 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.42  q C1 
18.05  q C23 
20.70  t C2 
25.69 / 25.78  2t C5,C 8 
27.41  t C11 
29.36 / 29.48 / 29.49 / 29.69 / 29.70 / 
29.777 / 29.785 / 29.82  

8t C12-C19 

32.76  t C20 
124.67  d C22 

127.29  d C4 
127.79  d C9 
128.41 / 128.46  2d C6 C7 
130.57  d C10 
131.86  d C21 

132.11  d C3 

Tab. 33 
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(3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen ω3 (Te.9) 
 
(20Z-Te.9)  

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.957 t 7.5 3H CH3  C23 

0.98 t 7.5  3H CH3  C1 
1.24-1.34 m  10H 5×CH2  C13-C17 
1.30-1.40 m  4H 2×CH2  C12 C18 
2.00-2.11 m  4H 2×=CHCH2CH2 C11 C19 
2.02-2.14 m  4H 2×=CHCH2CH3 C2 C22 
2.81 bdd 5.8 5.8 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.28-5.46 m  8H 8×=CH. C3,4,6,7,9,10,20,21 

Tab. 34 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3):  

δ [ppm] Mult. # 

14.16  q C1 
14.42  q C23 
20.66 t C22 

20.70  t C2 
25.69 / 25.78  2t C5 C8 
27.26  t C19 

27.41  t C11 
29.34 / 29.45 / 29.68 / 29.70 / 29.75 / 
29.82 / 29.94  

7t C12-18 

127.29  d C4 
127.79  d C9 
128.41 / 128.456  2d C6 C7 
129.50  d C20 

130.57  d C10 
131.66  d C21 

132.11  d C3 

Tab. 35 
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(20E-Te.9)  

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.963 t 7.5 3H CH3  C23 

0.98 t 7.5  3H CH3  C1 
1.24-1.34 m  10H 5×CH2  C13-C17 
1.30-1.40 m  4H 2×CH2  C12 C18 
1.94-2.02 m  2H =CHCH2CH2 C19 

1.97-2.04 m  2H =CHCH2CH3 C22 

2.00-2.11 m  2H =CHCH2CH2 C11 
2.02-2.14 m  2H =CHCH2CH3 C2 
2.81 bdd 5.8 5.8 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.28-5.46 m  8H 8×=CH. C3,4,6,7,9,10,20,21 

Tab. 36 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3):  

δ [ppm] Mult. # 

14.16  q C1 
14.42  q C23 
20.70  t C2 
25.69 / 25.78  2t C5 C8 
25.76  t C22 

27.41  t C11 
29.34 / 29.47 / 29.68 / 29.70 / 29.75 / 
29.82 / 29.94  

7t C12-18 

32.73  t C19 

127.29  d C4 
127.79  d C9 
128.42 / 128.463  2d C6 C7 
129.55  d C20 

130.57  d C10 
132.02  d C21 

132.11  d C3 

Tab. 37 
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(3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen ω4 (Z-Te.10) 

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.90 t 7.0 3H CH3  C23 
0.98 t 7.5 3H CH3  C1 
1.24-1.40 m  14H 7×CH2  C12-C17 C22 
1.97-2.06 m  4H 2×=CHCH2CH2  C18 C21 
2.02-2.10 m  2H =CHCH2CH2  C11 
2.04-2.13 m  2H =CHCH2CH3  C2 
2.81 bdd 6.3 6.3 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.27-5.44 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,19,20 

Tab. 38 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.21 q C1 C23 
20.70 t C2 
22.49 t C22 
25.68 / 25.78 2t C5 C8 
27.37 t C18 
27.40 t C11 
28.74 t C21 
29.46 / 29.67 / 29.73 / 29.81 / 29.85 / 
29.92 

6t C12-C17 

127.12 d C4 
127.79 d C9 
128.41 / 128.45 2d C6 C7 
130.23 / 130.24 2d C19 C20 

130.55 d C10 
132.11 d C3 

Tab. 39 
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(3Z,6Z,9Z,18Z)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen ω5 (Z-Te.11) 

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.90 t 7.3 3H CH3  C23 
0.98 t 7.4 3H CH3  C1 
1.25-1.41 m  14H 7×CH2  C12-C16 C21 C22 
1.99-2.05 m  4H 2×=CHCH2CH2  C17 C20 
2.03-2.09 m  2H =CHCH2CH2  C11 
2.05-2.12 m  2H =CHCH2CH3  C2 
2.81 bdd 6.0 6.0 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.28-5.44 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,18,19 

Tab. 40 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.15 q C23 
14.43 q C1 
20.71 t C2 
22.50 t C22 
25.69 / 25.78 2t C5 C8 
27.07 t C20 
27.35 t C17 
27.41 t C11 
29.43 / 29.45 / 29.60 / 29.81 / 29.92 5t C12-C16 
32.12 t C21 
127.28 d C4 
127.81 d C9 
128.42 / 128.45 2d C6 C7 
130.02 / 130.04 2d C18 C19 

130.55 d C10 
132.11 d C3 

Tab. 41 
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(3Z,6Z,9Z,17Z)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen ω6 (Z-Te.12) 

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.89 t 7.0 3H CH3 C23 C23 
0.98 t 7.6 3H CH3 C1 C1 
1.22-1.31 m  8H 4×CH2  C13 C14 C21 C22 
1.26-1.37 m  6H 3×CH2  C12 C15 C20 
1.98-2.06 m  4H 2×=CHCH2CH2 C16 C19 
2.01-2.12 m  4H 2×=CHCH2Csp3  C2 C11 
2.81 bdd 5.8 5.8 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.27-5.44 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,17,18 

Tab. 42 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.22 q C23 
14.53 q C1 
20.59 t C2 
22.50 t C22 
25.74 / 25.77 2t C5 C8 
27.26 t C19 
27.32 / 27.34 2t C11 C16 
29.34 / 29.39 / 29.52 / 29.77 / 29.88 5t C12-C15 C20 
32.24 t C21 
127.30 d C4 
127.82 d C9 
128.36 / 128.38 2d C6 C7 
130.02 / 130.04 2d C17 C18 

130.51 d C10 
132.03 d C3 

Tab. 43 
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(3Z,6Z,9Z,16EZ)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen ω7 (Te.13) 

 
(16Z-Te.13)  

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.885 t 7.0 3H CH3 C23 

0.98 t 7.4 3H CH3 C1 
1.23-1.31 m  8H 4×CH2 C13 C20-C22 
1.32-1.40 m  6H 3×CH2  C12 C14 C19 
1.98-2.06 m  4H 2×=CHCH2CH2  C15 C18 

2.01-2.12 m  4H 2×=CHCH2CH2  C2 C11 
2.81 bdd 5.8, 5.8 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.28-5.43 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,16,17  

Tab. 44 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.25 q C23 
14.41 q C1 
20.70 t C2 
22.81 t C22 
25.69 / 25.77 2t C5 C8 
27.33 t C15 

27.38 / 27.38 2t C11 C18 
29.13 / 29.15 2t C14 C19 

29.72 / 29.82 / 29.90 3t C12 C13 C20 
31.94 t C21 

127.28 d C4 
127.85 d C9 
128.43 / 128.43 2d C6 C7 
129.91 / 130.16 2d C16 C17 

130.48 d C10 

132.12 d C3 

Tab. 45 
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(16E-Te.13)  

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.880 t 7.0 3H CH3  C23 

0.98 t 7.4 3H CH3  C1 
1.23-1.31 m  8H 4×CH2  C13 C20-C22 
1.32-1.40 m  6H 3×CH2  C12 C14 C19 
1.94-2.00 m  4H 2×=CHCH2CH2  C15 C18 

2.01-2.12 m  4H 2×=CHCH2CH2  C2 C11 
2.81 bdd 5.8 5.8 4H 2×=CHCH2CH= C5 C8 
5.28-5.43 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,16,17  

Tab. 46 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.25 q C23 
14.41 q C1 
20.70 t C2 
22.81 t C22 
25.69 / 25.77 2t C5 C8 
27.38 2t C11 
28.97 / 29.00 2t C14 C19 

29.69 / 29.77 / 29.85 3t C12 C13 C20 
31.91 t C21 

32.72 / 32.76 2t C15 C18 

127.28 d C4 
127.85 d C9 
128.43 / 128.43 2d C6 C7 
130.37 / 130.64 2d C16 C17 

130.51 d C10 

132.12 d C3 

Tab. 47 
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(3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen ω11 (Z-Te.6) 

 
 
 

1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. J [Hz] Integ. Chem. # 

0.88 t 7.0 3H CH3  C23 
0.98 t 7.5 3H CH3  C1 
1.23-1.34 m  14H 7×CH2  C16-C22 
1.30-1.38 m  2H CH2  C15 
2.00-2.09 m  2H =CHCH2CH2 C14 
2.05-2.13 m  2H CH3CH2CH= C2 
2.74-2.89 m  6H 3×=CHCH2CH= C5 C8 C11 
5.28-5.44 m  8H 8×=CH C3,4,6,7,9,10,12,13 

Tab. 48 
 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3):  

δδδδ [ppm] Mult. # 

14.27 q C23 
14.42 q C1 
20.70 t C2 
22.84 t C22 
25.69 / 25.77 / 25.79 3t C5 C8 C11 
27.42 t C14 
29.49 t C20 
29.51 / 29.72 / 29.79 / 29.81 / 29.86 5t C15-C19 
32.07 t C21 
127.20 d C4 
127.71 d C12 
128.09 / 128.14 / 128.63 / 128.66 4d C6 C7 C9 C10 
130.63 d C13 
132.17 d C3 

Tab. 49 
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G.6 Rüsselkäfer (Curculionidae) 

G.6.1 MS-Daten der Pheromonkomponenten 

70 eV-Massenspektren-Daten (GC/MS) der Aggregationspheromon-Komponenten von 
P. castaneus-♂♂, P. obesus-♂♂, C. psidii-♂♂ und C. humeropictus-♂♂ 

Grandisol  (Pc.1 = Po.B = Pc.B = Ch.B) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (13), 40 (6), 41 (23), 42 (3), 43 (5), 44 (1), 45 (1), 50 (1), 51 (2), 

52 (1), 53 (15), 54 (1), 55 (10), 56 (14), 57 (2), 63 (1), 65 (2), 66 (3), 67 (43), 68 (100), 69 (14), 70 (3), 71 (3), 77 

(3), 78 (1), 79 (4), 80 (2), 81 (7), 82 (2), 83 (3), 84 (2), 85 (4), 86 (1), 91 (3), 92 (1), 93 (7), 94 (2), 95 (3), 96 (1), 

97 (1), 98 (1), 105 (1), 107 (7), 108 (7), 109 (23, M+-CH2CH2OH), 110 (3), 111 (7), 112 (1), 121 (5), 122 (1), 123 

(2), 136 (1), 139 (2), 154 (0.1, M+) 

Grandisal  (Pc.2 = Po.A = Po.A) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (39), 40 (16), 41 (54), 42 (8), 43 (6), 44 (1), 50 (2), 51 (6), 52 (3), 

53 (43), 54 (3), 55 (33), 56 (9), 57 (2), 62 (1), 63 (2), 65 (6), 66 (7), 67 (78), 68 (100), 69 (32), 70 (1), 71 (1), 77 

(8), 78 (2), 79 (9), 80 (2), 81 (14), 82 (4), 83 (8), 84 (3), 85 (1), 91 (6), 92 (1), 93 (14), 94 (4), 95 (6), 96 (10), 97 

(4), 105 (1), 106 (3), 107 (6), 108 (57, M+-CH3CHO), 109 (15), 110 (2), 119 (2), 121 (1), 123 (2), 124 (1), 134 (1), 

137 (2), 152 (0.2, M+) 

Grandisolsäure  (Po.1 = Po.D = Cp.B = Ch.C) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (14), 40 (6), 41 (17), 42 (3), 43 (5), 44 (3), 45 (5), 50 (1), 51 (2), 

52 (2), 53 (16), 54 (2), 55 (7), 56 (1), 57 (2), 58 (1), 59 (2), 60 (1), 63 (1), 65 (2), 66 (3), 67 (43), 68 (100), 69 

(10), 70 (1), 71 (1), 72 (1), 73 (1), 77 (3), 78 (1), 79 (5), 80 (1), 81 (4), 82 (1), 83 (1), 85 (1), 87 (1), 89 (1), 91 (2), 

93 (5), 94 (1), 95 (2), 97 (1), 100 (1), 106 (1), 107 (2), 108 (26, M+-AcOH), 109 (10), 110 (1), 111 (1), 123 (1), 

125 (7), 126 (1), 140 (1), 153 (1), 168 (1, M+) 

Papayanol; 2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan  (Po.2 = Po.C = Cp.A) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (34), 42 (2), 43 (46), 44 (1), 45 (2), 51 (1), 52 (1), 53 (8), 

54 (3), 55 (15), 56 (2), 57 (4), 58 (1), 59 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (13), 68 (7), 69 (66), 70 (4), 71 (27), 72 (1), 77 (3), 

78 (1), 79 (5), 80 (2), 81 (24), 82 (2), 83 (3), 84 (3), 85 (2), 87 (1), 91 (2), 93 (4), 94 (1), 95 (7), 96 (1), 97 (3), 98 

(1), 105 (1), 107 (4), 108 (1), 109 (6), 110 (1), 111 (23), 112 (2), 119 (1), 121 (4), 122 (1), 123 (1), 127 (1), 137 

(1), 139 (100), 140 (9, M+-CH2O), 141 (1), 155 (3, M+-Me). 

Grandisolid; 2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-on  (Ch.1 = Ch.B) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (12), 40 (3), 41 (24), 42 (3), 43 (27), 44 (1), 45 (1), 50 (1), 

51 (3), 52 (1), 53 (9), 54 (2), 55 (11), 56 (1), 57 (1), 59 (3), 63 (1), 65 (3), 66 (2), 67 (24), 68 (13), 69 

(34), 70 (4), 71 (9), 72 (2), 77 (3), 78 (1), 79 (6), 80 (3), 81 (19), 82 (14), 83 (8), 84 (1), 85 (1), 91 (2), 

93 (1), 95 (4), 96 (5), 97 (20), 98 (2), 99 (1), 100 (1), 107 (2), 108 (2), 109 (5), 110 (11), 111 (12), 112 

(4), 123 (1), 124 (1), 125 (100), 126 (8), 127 (1), 140 (17, M+-CO), 141 (2), 153 (8, M+-Me), 154 (1). 



Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus) G.6.2 
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NMR-Daten von Papayanol  (Po.2) 
1
H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.15 (s, 3H, CH3 C-11); 1.19 (s, 3H, CH3 C-10); 1.36 (ddd, 1H, 2J = 

14.0 Hz, 3J = 2.0 / 2.0 Hz, He C-5); 1.45-1.52 (m, 1H, Hendo C-7); 1.56-1.63 (m, 1H, Hexo C-7); 1.58-1.67 

(m, 1H, Hexo C-8); 1.74-1.80 (m, 1H, CH C-1); 1.92 (ddd, 1H, 2J = 13.2 Hz, 3J = 13.2 / 5.2 Hz, Ha C-5); 

1.97-2.06 (m, 1H, Hendo C-8); 3.25 (dd, 1H, 2J = 10.6 Hz, 3J = 5.7 Hz, CH2OH); 3.44 (d, 1H, 2J = 10.7 Hz, 

CH2OH); 3.56 (ddd, 1H, 2J = 12.3 Hz, 3J = 12.3 / 2.2 Hz, Ha C-4); 3.65 (ddd, 1H, 2J = 12.0 Hz, 3J = 5.2 / 

2.1 Hz, He C-4). 

13
C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 18.11 (t, C-8); 20.30 (q, C-10); 28.23 (q, C-11); 33.70 (t, C-7); 

34.26 (t, C-5); 35.89 (s, C-6); 45.17 (d, C-1); 57.64 (t, C-4); 69.00 (t, C-9); 72.98 (s, C-2). 

 

G.6.2 Papayabohrer (Pseudopiazurus obesus) 

TsO-Papayanol  (#38) 

(1R,2S,6R)-2,6-Dimethyl-2-(p-toluolsulfonyloxy)methyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan 

 

1
H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.12 (s, 3H, CH3 C-11); 1.17 (s, 3H, CH3 C-10); 1.32 (ddd, 1H, 2J = 

14.1 Hz, 3J = 2.0 / 2.0 Hz, He C-5); 1.42-1.47 (m, 1H, Hendo C-7); 1.50-1.56 (m, 1H, Hexo C-8); 1.54-1.62 

(m, 1H, Hexo C-7); 1.76-1.84 (m, 1H, Hendo C-8); 1.79-1.82 (m, 1H, CH C-1); 1.85 (ddd, 1H, 2J = 13.6 Hz, 
3J = 13.6 / 5.0 Hz, Ha C-5); 2.44 (s, 3H, C6H4CH3); 3.51 (ddd, 1H, 2J = 12.3 Hz, 3J = 12.3 / 2.2 Hz, Ha C-

4); 3.59 (ddd, 1H, 2J = 12.0 Hz, 3J = 5.0 / 2.2 Hz, He C-4); 3.67 (d, 1H, 2J = 8.8 Hz, CH2OTs); 3.72 (d, 1H, 
2J = 9.1 Hz, CH2OTs); 7.33 (d, 2H, 3J = 7.9 Hz, arCH C-14); 7.79 (d, 2H, 3J = 8.2 Hz, arCH C-13). 

13
C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17,76 (t, C-8); 20,74 (q, C-10); 21,78 (q, C-18); 28,10 (q, C-11); 

33,24 (t, C-7); 33,98 (t, C-5); 35,53 (s, C-6); 44,37 (d, C-1); 57,57 (t, C-4); 71,63 (s, C-2); 74,33 (t, C-9); 

128,20 (d, C-13 und C-17); 129,90 (d, C-14 und C-16); 132,99 (s, C-12); 144,85 (s, C-15). 

M [C17H24O4S] = 324.43 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (13), 43 (15), 53 (4), 55 (9), 65 (9), 67 (10), 68 (6), 69 (28), 

71 (16), 77 (3), 79 (6), 80 (2), 81 (13), 91 (24), 92 (3), 93 (5), 95 (5), 107 (7), 109 (5), 111 (29), 112 

(2), 121 (4), 122 (2), 137 (3), 139 (100), 140 (11), 155 (12), 172 (0.3), 173 (0.4), 239 (1), 309 (1). 
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Einkristallstrukturanalyse 

     Abb. 57 

X-Ray diffraction analysis:  

Transparent colorless platelets (0.17 × 0.24 × 0.31 mm) from pentane 

C17H24O4S, Mr 324.34 

Space group: P21/c (No. 14) 

Crystal System: monoclinic 

Z = 4, T = 153 K 

a = 10.1455(16), b = 16.759(3), c = 10.9153(18) Å 

α = 12.1648(9)°, β = 12.0233(9)°, γ = 15.2212(11)° 

V = 1673.6(5) Å3, Dx = 1.288 g cm-3 

µ = 0.209 mm-1, radiation λ = 0.71073 Å 

16595 measured reflections, 2937 unique reflections, Rint = 0.079 

R1(F) [I > 2.0 σ(I)] = 1866 

X-Ray analysis was performed on a Bruker APEX CCD three-circle diffractometer at 153 K with MoKα 

radiation (λ = 0.71073 Å). 

Crystallographic data reported have been deposited with Cambridge Crystallographic Data Centre as 

supplementary publication no. CCDC-752973. This data can be obtained free of charge via 

www.ccdc.cam.ac.uk/data_request/cif. 

 



NMR-Daten von 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) G.7.1 
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G.7 Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla 

G.7.1 NMR-Daten von 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) 

13
C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3),: δ [ppm] = 14.39 (q, C14), 19.09 (t, C10), 19.16 (t, C13), 

19.28 (t, C4), 21.99 (q, C15), 31.55 (t, C3), 33.01 (t, C9), 35.50/35.69 (2t, C5 C11), 38.89 (t, C12), 

65.21 (d, C8), 68.85 (d, C2), 96.12 (s, C6). 

 Graphik 121 
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1
H-NMR, 

1
H-

1
H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.92 (t, 3

JH14-H13=7.1 Hz, 3H, CH3 

C14), 1.13 (d, 3
JH15-H8=6.3 Hz, 3H, CH3 C15), 1.15 (dddd, 3

JH-H =16.0, 16.0, 4.0, 1.4 Hz, 1H, CH2 C3-

Hax), 1.18 (dddd, 3
JH-H =12.9, 12.9, 4.0, 2.0 Hz, 1H, CH2 C9-Hax), 1.30-1.39/1.46-1.55 (2m, 2H, CH2 

C13), 1.33-1.43/1.56-1.64 (2m, 4H, C5 C11 CH2 ax/eq), 1.31-1.40/1.43-1.51 (2m, 2H, CH2 C12), 1.50-

1.58 / 1.88 (m/ddddd, 3JH-H=13.9, 13.2, 13.2, 4.0, 4.0 Hz, 4H, C4 C10 2×CH2 eq/ax), 1.51-1.59 (m, 1H, 

CH2 C3-Heq), 1.54-1.61 (m, 1H, CH2 C9-Heq), 3.54 (dddd, 3
JH-H=11.0, 8.7, 4.0, 2.0 Hz, 1H, C2-Hax), 

3.70 (dqd, 3JH-H=11.4, 6.3, 2.0 Hz, 1H, C8-Hax). 

 Graphik 122 

δ [ppm] 3.75 3.70 3.65 3.60 3.55

δ [ppm] 1.95 1.90 1.85
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Massenspektren der Stereoisomere von 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) G.7.2 
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G.7.2 Massenspektren der Stereoisomere von 8-Methyl-2-propyl-1,7-

dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) 

Graphik 123: 70 eV-EI-Massenspektren (GC/MS) von A) synthetischem (E,E)- sowie B und C) synthetischen 
(ZE)- und (EZ)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1). 
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G.7  Leuchterblume, Ceropegia dolichophylla 
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G.7.3 MS-Daten und Spektrum von (E,E)-2,8-Diethyl-1,7-

dioxaspiro[5.5]undecan (#53)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (23), 42 (6), 43 (11), 45 (1), 50 (1), 51 (1), 53 (5), 

54 (2), 55 (29), 56 (6), 57 (11), 58 (4), 59 (4), 65 (2), 67 (7), 68 (33), 69 (23), 70 (3), 71 (17), 72 (2), 73 

(3), 74 (1), 76 (2), 77 (3), 78 (1), 79 (3), 80 (1), 81 (6), 82 (2), 83 (36), 84 (16), 85 (5), 86 (2), 87 (4), 91 

(1), 93 (3), 95 (3), 96 (2), 97 (10), 98 (3), 99 (20), 100 (1), 104 (2), 105 (2), 107 (1), 108 (3), 109 (2), 

110 (3), 111 (52), 112 (1), 113 (1), 119 (1), 121 (2), 123 (4), 124 (1), 125 (1), 126 (62), 127 (6), 128 

(28), 129 (100), 130 (8), 131 (1), 137 (1), 139 (13), 147 (6), 148 (1), 154 (19), 155 (3), 165 (2), 183 

(29), 184 (3), 211 (1), 212 (7), 213 (1). 

 

Graphik 124: 70 eV-EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem (E,E)-2,8-Diethyl-1,7-
dioxaspiro[5.5]undecan (#53). 
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Triatoma spp. - Anhang G.8 
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G.8 Vinchuca Raubwanzen (Triatoma spp.) 
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G.8.1 Parasitischer Lebenszyklus von Trypanosoma cruzi 

Wirtswechsel zwischen Triatominen als Vektoren (I) und Wirbeltieren als Endwirte (II): 

1› Aufnahme des Parasiten beim Stich eines parasitämischen Wirtes mit dessen Blut sowie  

2› Umwandlung in Epimastigoten (A) und  

3› ungeschlechtliche Vermehrung im Darm der Insekten;  

4› Infektion der Wanzen durch Koprophagie oder Kannibalismus;  

5› im Enddarm Transformation in infektiöse metazyklische Trypomatigoten (B);  

6› Ausscheidung mit dem Kot beim Blutsaugen und Eindringen in die Blutbahn des Endwirts durch 

den Stichkanal, die Schleimhäute oder kleinste Hautverletzungen; 

7› Invasion von Blutzellen, vor allem der Makrophagen;  

8› im Cytoplasma Umwandlung in teilungsfähige Amastigoten (C);  

9› Vermehrung durch mitotische Teilung;  

10› Transformation in Blut-Trypomastigoten (D) und Zerstörung der Wirtszelle;  

11› vermehrte Infektion von Nerven- und Muskelzellen, besonders von Herz und Magendarmtrakt 

mit Autoimmunerkrankungen, Cardiomyopathie, Megasyndromen in der chronischen Phase 

12› sekundäre Infektionswege: Wanzenkot-kontaminierte Lebensmittel, Bluttransfusionen, 

Organtransplantationen, von Schwangeren auf Ungeborene  

Quellen: [Hoare & WALLACE 1966; SCHAUB & WUNDERLICH 1985; SCHAUB 1989a; TANOWITZ et al. 1992; 

DE SOUZA 1999; KOLLIEN & SCHAUB 2000; NOIREAU et al. 2009; RASSI JR. et al. 2010]. 

Abb. 58: (A) Epimastigoten im Insektendarm [© CDC 2013b], (B) metazyklische Trypomastigoten [© 
BEARD et al. 2003], (C) Amastigoten in Pseudozysten innerhalb der Wirtszellen und (D) Blut-

Trypomastigoten [© CDC 2013b]. 
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70 eV EI-Massenspektrum des nicht natürlichen Dioxolans #147 G.8.2 

 

583 

G.8.2 70 eV EI-Massenspektrum des nicht natürlichen Dioxolans #147 

Grafik 125: 70 eV EI-Massenspektrum von  (2RS,5RS)-2-tert-Butyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan (#147).   
Zwar ist 2-Methyl-2,3-butandiol, Alkohol-Komponente des massenspektrometisch plausiblen 

trimethyl-substituierten Dioxolans #141, bei Insekten bekannt und wurde z.B. bei frisch 

ausfliegenden Ambrosiakäfern (Xyloterus domesticus) identifiziert [FRANCKE et al. 1974]. Als 

vermutetes Hemiterpeniod ist es in einer Kondensation mit 3-Pentanon allerdings weniger 

wahrscheinlich als 2,3-Pentandiol, weil im gleichen C10-Köper zwei C5-Untereinheiten 

unterschiedlichen biogenetischen Ursprungs kombiniert wären. 
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G.8.3 1H- und 13C-NMR-Spektren von cis- und trans-Ti.1 
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G.8.3 1
H- und 

13
C-NMR-Spektren von cis- und trans-Ti.1 
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Grafik 126: 
1
H-NMR (500 MHz) -

Spektrum von  (4S
*
,5R

*
)-2,2,4-Triethyl-

5-methyl-1,3-dioxolan  

(cis-Ti.1) in C6D6. 
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Grafik 127: 
13

C-NMR (101 MHz) -

Spektrum von  (4S
*
,5R

*
)-2,2,4-Triethyl-

5-methyl-1,3-dioxolan  

(cis-Ti.1) in C6D6. 
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Grafik 128: 
1
H-NMR (500 MHz) -

Spektrum von  (4S
*
,5S

*
)-2,2,4-Triethyl-

5-methyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.1) in 

C6D6. 
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Grafik 129: 
13

C-NMR (126 MHz) -

Spektrum von  (4S
*
,5S

*
)-2,2,4-Triethyl-

5-methyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.1) in 

C6D6. 

(4S*,5S*)-Ti.1 

O

O
rel
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G.8.4 Theoretische MS-Fragmente alkyl-substituierter 1,3-Dioxolane  

  

 C7H14O2 C8H16O2 C9H18O2 C10H20O2 C11H22O2 

R = Me Et Pr 
a
 Bu 

a
 Pent 

a
 

M
+
 = 130 144 158 172 186 

N1: M
+
 - C3H6O (m/z 58) 72 86 100 114 128 

N2: M
+
 - C2H4O (m/z 44) 86 100 114 128 142 

αααα1111: M
+
 - R 115 115 115 115 115 

αααα2222: M
+
 - H 129 143 157 171 185 

CR: 86    44 86    58 86    72 86    86 86    100 

Tab. 50:  m/z [1] der Acetale von Pentan-2,3-diol (#143) mit verschiedenen Aldehyden  

N: Ringspaltung unter Neutralverlust von Carbonylen,   αααα: Spaltung an C2 unter Bildung 

mesomeriestabilisierter Oxoniumionen,   CR: Cyclorevison;   
a
 Konstitutionsisomere 

möglich.  

 C8H16O2 C9H18O2 C10H20O2 C11H22O2 

R
1
 = Me Et Pr Pr 

R
2
 = Me Me Me Et 

M+ = 144 158 172 186 

N1: M
+
 - C3H6O (m/z 58) 86 100 114 128 

N2: M
+
 - C2H4O (m/z 44) 100 114 128 142 

αααα1111: M
+
 - R

1
 129 129 129 143 

αααα2222: M
+
 - R

2
 129 143 157 157 

CR:  86    58 86    72 86    86 86    100 

Tab. 51:  :  m/z [1] der Ketale von Pentan-2,3-diol (#143) mit verschiedenen Ketonen   

 C7H14O2 C8H16O2 C9H18O2 C9H18O2 C10H20O2 

M
+
 =  130  144  158  158  172 

N1 CH2O (30) 100 C2H4O (44) 100 C2H4O (44) 114 C3H6O (58) 100 C4H8O (72) 100 

N2   CH2O (30) 114   CH2O (30) 128 CH2O (30) 142 

αααα: M
+
-Et  101  115  129  129  143 

CR 44 86 58 86 72 86 72 86 100 86 

Tab. 52:  :  m/z [1] der Ketale von Pentan-3-on (#144) mit verschiedenen Diolen  

 

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

O

R2

R1

O

O

R

H



EIC- und TIC-Chromatogramme, Metasternaldrüsen-SPM-Extrakt von T. infestans-♂♂ G.8.5 
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G.8.5 EIC- und TIC-Chromatogramme, Metasternaldrüsen-SPM-Extrakt von 

T. infestans-♂♂ 

Grafik 130: TIC-Chromatogramm und Ionenspuren theoretischer diagnostischer Fragmente 

verschiedener 4,5-Dialkyl-1,3-dioxolane mit Mono- und Disubstitution an C2. 

CAR/PDMS, Optima FFAP 50m, 50/1-10-75-15-240/30. 
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G.8.6 Massenspektrometrische Daten der Naturstoffe Ti.A bis Ti.F 

(EI 70 eV, GC/MS) 

Naturstoff   Ti.A 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 40 (1), 41 (29), 42 (8), 43 (13), 45 (10), 53 (3), 54 (1), 55 (20), 

56 (8), 57 (100), 58 (6), 59 (2), 65 (1), 67 (2), 68 (1), 69 (79), 70 (9), 71 (2), 75 (4), 85 (2), 86 (29), 87 

(16), 88 (1), 101 (2), 113 (1), 114 (13), 115 (1), 128 (3), 143 (73), 144 (8), 145 (1), 157 (0,2), 171 

(0.1). 

Naturstoff   Ti.B 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (13), 40 (3), 41 (39), 42 (12), 43 (100), 44 (5), 45 (48), 46 

(2), 51 (3), 52 (1), 53 (4), 54 (2), 55 (14), 56 (21), 57 (45), 58 (10), 59 (12), 60 (2), 61 (1), 67 (2), 68 

(1), 69 (88), 70 (7), 71 (2), 72 (43), 73 (31), 74 (2), 75 (3), 77 (1), 78 (1), 79 (1), 83 (1), 85 (2), 86 (3), 

87 (18), 88 (2), 89 (4), 94 (1), 99 (3), 100 (18), 101 (2), 103 (1), 111 (1), 114 (4), 115 (2), 117 (1), 129 

(73), 130 (6), 131 (1), 143 (17), 144 (2), 158 (0.2, M
+
). 

Naturstoff   Ti.C 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (10), 40 (2), 41 (34), 42 (8), 43 (28), 44 (4), 45 (44), 46 (0), 

53 (2), 54 (1), 55 (10), 56 (46), 57 (16), 58 (3), 59 (2), 67 (2), 68 (1), 69 (99), 70 (8), 71 (5), 72 (4), 73 

(4), 75 (0), 85 (1), 86 (0), 87 (6), 100 (10), 113 (0), 114 (2), 115 (100), 116 (6), 129 (1), 157 (3). 

Naturstoff   Ti.D 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (10), 40 (2), 41 (30), 42 (9), 43 (24), 44 (6), 45 (20), 46 (1), 

51 (1), 53 (3), 54 (1), 55 (22), 56 (8), 57 (100), 58 (11), 59 (30), 60 (1), 65 (1), 67 (2), 68 (1), 69 (65), 

70 (7), 71 (3), 72 (2), 73 (13), 74 (1), 75 (3), 83 (2), 84 (1), 85 (2), 86 (19), 87 (11), 88 (1), 89 (1), 91 

(1), 101 (2), 113 (1), 114 (9), 115 (1), 128 (2), 129 (1), 143 (54), 144 (5). 

Naturstoff   Ti.E 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (16), 40 (3), 41 (51), 42 (12), 43 (27), 44 (4), 45 (49), 46 

(1), 50 (1), 51 (1), 52 (1), 53 (3), 54 (1), 55 (22), 56 (19), 57 (35), 58 (5), 59 (5), 67 (2), 68 (2), 69 (97), 

70 (39), 71 (8), 72 (1), 73 (2), 75 (1), 79 (1), 83 (1), 84 (1), 85 (4), 86 (4), 87 (7), 88 (1), 89 (1), 99 (3), 

103 (1), 113 (1), 114 (6), 115 (100), 116 (7), 117 (1), 128 (3), 171 (3), 172 (0.3, M
+
). 

Naturstoff   Ti.F 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 45 (17), 67 (1), 68 (3), 69 (83), 71 (8), 72 (1), 73 (1), 80 (3), 81 (3), 

82 (1), 83 (1), 85 (9), 86 (1), 87 (6), 97 (1), 98 (1), 99 (16), 100 (1), 105 (2), 113 (8), 114 (5), 115 

(100), 116 (7), 120 (1), 128 (2), 155 (1), 170 (1), 171 (3), 172 (0.3, M
+
). 
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G.8.7 HR-MS-Fragmente der natürlichen Dioxolane Ti.B, Ti.C und Ti.E 

Tab. 53  Ti.B 

m/z exp 

[Da] 

Summen- 

formel 

m calc 

[Da] 

∆∆∆∆    
[ppm] 

∆∆∆∆    
[mDa] 

unsat.  

eq. 

Qual. 

 

43.0186 C2H3O    ▲▲▲▲ 43.0184 -4.89 -0.21 1.5 *** 

43.0548 C3H7 43.0548 -0.58 -0.03 0.5 *** 

57.0323 C3H5O 57.0340 30.50 1.74 1.5 ** 

69.0703 C5H9 69.0704 1.81 0.13 1.5 *** 

72.0571 C4H8O 72.0575 5.76 0.42 1 *** 

73.0649 C4H9O 73.0653 6.02 0.44 0.5 *** 

87.0819 C5H11O 87.0810 10.45 -0.91 0.5 *** 

100.0061 C6H12O 100.0888 28.82 -2.89 1 ** 

114.1019 C7H14O 114.1045 -22.48 -2.57 1 ** 

129.0911 C7H13O2 129.0916 3.52 0.46 1.5 *** 

143.1090 C8H15O2 143.1072 -12.55 -1.80 1.5 ** 

158.1158 C9H18O2   ◄◄◄◄  
a
 158.1307 94.10 14.88 1 * 

Tab. 54  Ti.C 

m/z exp 

[Da] 

Summen- 

formel 

m calc 

[Da] 

∆∆∆∆    
[ppm] 

∆∆∆∆    
[mDa] 

unsat.  

eq. 

Qual. 

 

41.0404 C3H5 41.0391 -31.06 -1.28 1.5 ** 

43.0559 C3H7 43.0548 -26.12 -1.13 0.5 ** 

45.0343 C2H5O 45.0340 -5.78 -0.26 0.5 *** 

56.0622 C4H8 56.0626 7.14 0.40 1 *** 

57.0692 C4H9 57.0704 21.47 1.23 0.5 ** 

69.0703 C5H9       ▲▲▲▲ 69.0704 1.81 0.13 1.5 *** 

87.0805 C5H11O 87.0810 5.63 0.49 0.5 *** 

100.0883 C6H12O 100.0888 5.15 0.52 1 *** 

114.1060 C7H14O 114.1045 -13.45 -1.54 1 ** 

115.0774 C6H11O2 115.0759 -13.00 -1.50 1.5 ** 

129.0905 C7H13O2 129.0916 8.17 1.06 1.5 ** 

157.1263 C9H17O2 157.1229 -21.93 -3.45 1.5 ** 

158.1290 C9H18O2   ◄◄◄◄  
a
 158.1307 10.62 1.68 1 ** 

Tab. 55  Ti.E 

m/z exp 

[Da] 

Summen- 

formel 

m calc 

[Da] 

∆∆∆∆    
[ppm] 

∆∆∆∆    
[mDa] 

unsat.  

eq. 

Qual. 

 

41.0399 C3H5 41.0391 -18.88 -0.78 1.5 *** 

45.0349 C2H5O 45.0340 -19.10 -0.86 0.5 *** 

55.0544 C4H7 55.0548 6.82 0.38 1.5 *** 

57.0349 C3H5O 57.0340 -15.08 -0.86 1.5 *** 

57.0704 C4H9 57.0704 0.44 0.03 0.5 *** 

69.0704 C5H9 69.0704 0.37 0.03 1.5 *** 

70.0777 C5H10 70.0783 7.85 0.55 1 *** 

85.0629 C5H9O 85.0653 28,683 2,44 1,5 ** 

87.0797 C5H11O 87.0810 14.81 1,29 0.5 ** 

99.0813 C6H11O 99.0810 -3.13 -0.31 1.5 *** 

114.1025 C7H14O 114.1045 17.22 1.97 1 ** 

115.0746 C6H11O2 115.0759 11.34 1.31 1.5 ** 

128.1212 C8H16O 128.1201 -8.47 -1.09 1 ** 

143.1068 C8H15O2 143.1072 2.83 0.41 1.5 *** 

171.1395 C10H19O2 171.1385 -5.82 -0.10 1.5 *** 

172.1429 C10H20O2   ◄◄◄◄  
a
 172.1463 -19.92 -3.43 1 ** 

Exakte Massen und Summenformeln der charakteristischen Fragmente der natürlichen Dioxolane Ti.B, 

Ti.C und Ti.E. 

GC/70 eV EI-HR-MS (Isobutan); SPME der Metasternaldrüsen von T. infestans-♂♂, Molekülion (◄◄◄◄), 

Basepeak (▲▲▲▲);   Berechnung unter Verwendung von ChemCalc [PATINY 2014] 
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G.8.8 1
H- und 

13
C-NMR-Spektren der synthetischen Dioxolane  

trans-Ti.2, trans-Ti.3, trans-Ti.5 und trans-Ti.6 

Grafik 131: 
1
H-NMR (400 MHz) -Spektrum 

von  (2RS,4S*,5S*)-2,4-Diethyl-2,5-

dimethyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.2) in C6D6. 

(2RS,4S*,5S*)-Ti.2 

O

O
rel



1H- und 13C-NMR-Spektren der synthetischen Dioxolane G.8.8 

 

593 

 

 

104
 

96 
88 

80 
72 

64 
56 

48 
40 

32 
24 

16 
δ  [p

pm
] 

Grafik 132: 
13

C-NMR (101 MHz) -Spektrum 

von  (2RS,4S*,5S*)-2,4-Diethyl-2,5-

dimethyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.2) in C6D6. 

(2RS,4S*,5S*)-Ti.2 

O

O
rel
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(2RS,4S*,5S*)-Ti.3 

Grafik 133: 
1
H-NMR (400 MHz) -

Spektrum von  (2SR,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan 

(trans-Ti.3) in C6D6. 

O

O
rel
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Grafik 134: 
13

C-NMR (101 MHz) -

Spektrum von  (2SR,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan 

(trans-Ti.3) in C6D6. 
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Grafik 135: 
1
H-NMR (400 MHz) -Spektrum 

von  (2RS,4S*,5S*,1´RS)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

(trans-Ti.5) in C6D6. 

(2RS,4S*,5S*,1´RS)-Ti.5 

O

O
rel
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Grafik 136: 
13

C-NMR (126 MHz) -Spektrum 

von  (2RS,4S*,5S*,1´RS)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

(trans-Ti.5) in C6D6. 

(2RS,4S*,5S*,1´RS)-Ti.5 

O

O
rel
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(2RS,4S*,5S*)-Ti.6 

Grafik 137: 
1
H-NMR (400 MHz) -

Spektrum von  (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-

dioxolan (trans-Ti.6) in C6D6. 

O

O
rel
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Grafik 138: 
13

C-NMR (126 MHz) -

Spektrum von  (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-

methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-

dioxolan (trans-Ti.6) in C6D6. 

(2RS,4S*,5S*)-Ti.6 

O

O
rel
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G.8.9 1
H- und 

13
C-NMR-Daten der synthetischen Dioxolane 

cis- und trans-Ti.1, 

trans-Ti.2,  

trans-Ti.3, 

trans-Ti.5 und  

trans-Ti.6 
 

ci
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Tab. 56: 
1
H-NMR-Daten der Ketale (2,2-

Dialkyl-4-ethyl-5-methyldioxolane) 

cis- und trans-Ti.1 sowie trans-Ti.2  

in C6D6.    
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Tab. 57: 
13

C-NMR-Daten der Ketale (2,2-Dialkyl-4-ethyl-5-methyldioxolane)  

cis- und trans-Ti.1 sowie trans-Ti.2 in C6D6.    
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Tab. 58: 
1
H-NMR-Daten der Acetale (2-Alkyl-4-ethyl-5-methyldioxolane)  

trans-Ti.3, trans-Ti.5 und trans-Ti.6 in C6D6. 
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Tab. 59: 
13

C-NMR- Daten der Acetale (2-Alkyl-4-ethyl-5-methyldioxolane)  

trans-Ti.3, trans-Ti.5 und trans-Ti.6 in C6D6. 
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G.8.10 1
H-NMR-Spektrum von (2RS,3RS)-Pentan-2,3-diol (#143) 

synthetisches Diastereomeren-Gemisch  

Grafik 139: 
1
H-NMR (400 MHz) -

Spektrum von  (2RS,3RS)-Pentan-2,3-

diol (2RS,3RS-#143) in CDCl3. 

O
OH

H

(2RS,3RS)-#143 
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G.9 Trichgramma turkestanica 

Inhalt 

G.9.1:  Gaschromatogramm eines Naturextrakts von T. turkestanica-♀♀ 

G.9.2:  Vergleich der NMR-Daten der Zielverbindungen Tt.1, Tt.3, Tt.5 und Tt.6 

G.9.3:  Doppelbindungs-Isomerisierung bei der DIBAlH-Reduktion 

G.9.4:  Massenspektrum von 2,6,8,12Me-∆2,4-13al (#199) 

G.9.5:  Massenspektrum von Me 2E-4,6,8,10Me-∆2,4-13oat (#241) 

G.9.6:  TIC-Chromatogramme 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) 

 

 

 

G.9.1 Gaschromatogramm eines Naturextrakts von T. turkestanica-♀♀  

 

Graphik 140: Gaschromatogramm eines die unbekannten Substanzen Tt.A und Tt.B enthaltenden  

Naturextrakts von T. turkestanica-♀♀ [SILVA 1999]. 
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G.9.2 NMR-spektroskopische Daten von Tt.1, Tt.3, Tt.5 und Tt.6 
 

 

4E-anti-Tt.1 500 MHz, CDCl3 4Z-anti-Tt.1 500 MHz, CDCl3 

0.84 d, 
3
JH-H=6.9 Hz, 3H, CH3 C15 0.86 d, 

3
JH-H=6.9 Hz, 3H, CH3 C15 

0.86 d, 
3
JH-H=6.6 Hz, 6H, 2×CH3 C13, 

C16 

0.86 d, 
3
JH-H=6.3 Hz, 6H, 2×CH3 C13 

0.96 d, 
3
JH-H=6.9 Hz, 3H, CH3 C14 0.93 d, 

3
JH-H=6.6 Hz, 3H, CH3 C14 

0.98-1.11/1.21-1.33 2m, 2H, CH2 C9 0.98-1.11/1.21-1.33 2m, 2H, CH2 C9 

1.07-1.15/1.16-1.25 2m, 2H, CH2 C7 1.04-1.12/1.18-1.27 2m, 2H, CH2 C7 

1.08-1.19 m, 2H, CH2 C11 1.08-1.19 m, 2H, CH2 C11 

1.26-1.35 m, 2H, CH2 C10 1.19-1.26 m, 2H, CH2 C10 

1.38-1.49 m, 1H, CH C8 1.38-1.49 m., 1H, CH C8 

1.48-1.56 m, 1H, CH C12 1.48-1.56 m, 1H, CH C12 

1.74 s, 3H, CH3 CZ1 1.74 s, 3H, CH3 CZ1 

1.76 s, 3H, CH3 CE1 1.80 s, 3H, CH3 CE1 

2.26 ddqd, 
3
JH-H=7.9, 7.2, 6.9, 6.6 Hz, 

1H, CH C6 

2.71 dddq, 
3
JH-H=9.5, 7.2, 7.2, 6.6 Hz, 

1H, CH C6 

5.43 dd, 
3
J(E)H-H=15.1, 

3
JH-H=7.9 Hz, 1H, 

=CH C5 

5.09 dd, 
3
J(Z)H-H=9.5, 

3
JH-H=9,5 Hz, 1H, 

=CH C5 

5.78 d, 
3
JH-H=10.8 Hz, 1H, =CH C3 6.05 d, J=11.7 Hz, 1H, =CH C3 

6.18 dd, 
3
J(E)H-H=15.1, 

3
JH-H=10.8 Hz, 

1H, CH= C4 

6.08 dd, 
3
JH-H=11.7, 

3
J(Z)H-H=9.5 Hz, 1H, 

CH= C4 

 

Tab. 60: 
1
H-NMR-Daten der (4Z)- und (4E)-Isomere von 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1)  

4E-6,8anti-Tt.3 400 MHz, CDCl3 4Z-6,8anti-Tt.3 400 MHz, CDCl3 

0.80/0.81/0.83/0.84 4d, 
3
JH-H=6.6/6.6/6.6/6.6 Hz, 6H, 

2×CH3 C15 C16 

0.81/0.81/0.83/0.86 4d, 
3
JH-H=6.6/6.6/6.6/6.6 Hz, 6H, 

2×CH3 C15 C16 

0.87/0.88 2t, 
3
JH-H=7.2/7.2 Hz, 3H, CH3 C13 0.86/0.87 2t, 

3
JH-H=7.2/7.2 Hz, 3H, CH3 C13 

0.87-0.95/1.01-1.11 2m, 2H, CH2 C9 0.87-0.95/1.01-1.11 2m, 2H, CH2 C9 

0.96/0.96 2d, 
3
JH-H=6.6 Hz, 3H, CH3 C14 0.93/0.93 2d, 

3
JH-H=6.6 Hz, 3H, CH3 C14 

1.04-1.14 m 2H, CH2 C11 1.07-1.17/1.18-1.26 2m, 2H, CH2 C7 

1.07-1.17/1.18-1.26 2m, 2H, CH2 C7 1.09-1.21 m 2H, CH2 C11 

1.12-1.36 m, 2H, CH2 C12 1.12-1.36 m, 2H, CH2 C12 

1.41-1.51 m, 1H, C10 1.42-1.56 m, 1H, C10 

1.46-1.59 m, 1H, C8 1.48-1.62 m, 1H, C8 

1.74 br.s, 3H, CH3 CZ1 1.74 br.s, 3H, CH3 CZ1 

1.75 br.s, 3H, CH3 CE1 1.80 br.s, 3H, CH3 CE1 

2.27 dddq, 
3
JH-H=7.8, 7.2, 7.2, 6.6 Hz, 

1H, CH C6 

2.65-2.77 m, 1H, CH C6 

5.37/5.43 2dd, 
3
J(E)H-H=15.2/14.9, 

3
JH-

H=7.8/7.8 Hz, 1H, =CH C5 

5.00-5.14 m, 1H, =CH C5 

5.78 br.d, 
3
JH-H=10.6 Hz, 1H, =CH C3 6.03-6.12 m, 2H, 2×=CH C3 CH= C4 

6.18 dd, 
3
J(E)H-H=15.1, 

3
JH-H=10.6 Hz, 

1H, CH= C4 

  

 

Tab. 61: 
1
H-NMR-Daten der (4Z)- und (4E)-Isomere von 2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.3).  
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4E-syn,syn-Tt.5 400 MHz, CDCl3 4Z-syn,syn-Tt.5 400 MHz, CDCl3 

0.81 d, 
3
JH-H=6.6 Hz, 6H, 2× CH3 C16 

C17 

0.81/0.82 2d, 
3
JH-H=6.6/6.6 Hz, 6H, 2× CH3 

C16 C17 

0.86-0.96/1.10-1.21 2m, 2H, CH2 C9 0.86-0.96/1.10-1.21 2m, 2H, CH2 C9 

0.87 t, 
3
JH-H=7.1 Hz, 3H, CH3 C13 0.87 t, 

3
JH-H=7.2 Hz, 3H, CH3 C13 

0.93 d, 
3
JH-H=6.6 Hz, 3H, CH3 C15 0.93 d, 

3
JH-H=6.6 Hz, 3H, CH3 C15 

0.95-1.07/1.20-1.32 2m, 2H, CH2 C7 0.95-1.07/1.20-1.32 2m, 2H, CH2 C7 

0.98-1.07/1.19-1.28 2m, 2H, CH2 C11 0.98-1.07/1.19-1.28 2m, 2H, CH2 C11 

1.21-1.40 m, 2H, CH2 C12 1.21-1.40 m, 2H, CH2 C12 

1.39-1.50 m, 1H, CH C8 1.40-1.50 m, 1H, CH C8 

1.43-1.55 m, 1H, CH C10 1.43-1.54 m, 1H, CH C10 

1.74 d, 
4
JH-H=1.3 Hz, 3H, CH3 C14 1.78 d, 

4
JH-H=1.3 Hz, 3H, CH3 C14 

1.76 dd, 
3
JH-H=6.6, 

4
JH-H=1.5 Hz, 3H, 

CH3 C1 

1.80 dd, 
3
JH-H=6.6, 

4
JH-H=1.3 Hz, 3H, 

CH3 C1 

2.50-2.64 m, 1H, CH C6 2.64-2.78 m, 1H, CH C6 

5.07 br.d, 
3
JH-H=9.6 Hz, 1H, =CH C5 4.94 br.d, 

3
JH-H=9.6 Hz, 1H, =CH C5 

5.56 dq, 
3
J(E)H-H=15.4, 

3
JH-H=6.5 Hz, 1H, 

CH= C2 

5.68 dq, 
3
J(E)H-H=15.4, 

3
JH-H=6.53 Hz, 

1H, CH= C2 

6.07 dq, 
3
J(E)H-H=15.4, 

4
JH-H=1.8 Hz, 1H, 

=CH C3 

6.45 br.d, 
3
J(E)H-H=15.4 Hz, 1H, =CH C3 

 

Tab. 62: 
1
H-NMR-Daten der (4Z)- und (4E)-Isomere von 4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5). 

4Z-syn,syn-Tt.6 400 MHz, CDCl3 4E-syn,syn-Tt.6 400 MHz, CDCl3 

0.80 d, 6.5 Hz, 3H, CH3 C17 0.80 d, 6.7 Hz, 3H, CH3 C17 

0.85 d, 6.5 Hz, 3H, CH3 C16 0.86-0.95/1.11-1.21 2m, 2H, CH2 C9 

0.86-0.95/1.11-1.21 2m, 2H, CH2 C9 0.87 t, 7.1 Hz, 3H, CH3 C13 

0.88 t, 7.0 Hz, 3H, CH3 C13 0.92 d, 6.7 Hz, 3H, CH3 C16 

0.93 d, 6.5 Hz, 3H, CH3 C15 0.93 d, 6.7 Hz, 3H, CH3 C15 

0.98-1.08/1.18-1.28 2m, 2H, CH2 C11 0.98-1.08/1.18-1.28 2m, 2H, CH2 C11 

0.91-1.03/1.19-1.29 2m, 2H, CH2 C7 1.19-1.42 m, 2H, CH2 C12 

1.19-1.42 m, 2H, CH2 C12 0.92-1.04/1.23-1.32 2m, 2H, CH2 C7 

1.35-1.49 m, 1H, CH C8 1.35-1.49 m, 1H, CH C8 

1.42-1.57 m, 1H, CH C10 1.42-1.57 m, 1H, CH C10 

1.82 d, 0.9 Hz, 3H, CH3 C14 1.77 d, 0.9 Hz, 3H, CH3 C14 

2.66-2.78 m, 1H, CH C6 2.52-2.65 m, 1H, CH C6 

4.24 d, 6.0 Hz, 2H, HOCH2 4.20 dd, 6.2, 0.9 Hz, 2H, HOCH2 

5.10 d, 9.8 Hz, 1H, =CH C5 5.22 d, 9.7 Hz, 1H, =CH C5 

5.82 dt, 15.6, 6.0 Hz, 1H, CH= C2 5.71 dt, 15.7, 6.2 Hz, 1H, CH= C2 

6.66 d, 15.6 Hz, 1H, =CH C3 6.25 d, 15.7 Hz, 1H, =CH C3 

 

Tab. 63: 
1
H-NMR-Daten der (4Z)- und (4E)-Isomere von 4,6,8,10Me-∆2,4-13OH (Tt.6). 
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(4E)-anti-Tt.1 

101 MHz, CDCl3 

(4Z)-anti-Tt.1 

101 MHz, CDCl3 

(4E)-6,8anti-Tt.3 

126 MHz, CDCl3 

(4Z)-6,8anti-Tt.3 

126 MHz, CDCl3 

18.37 q Z-C1 18.18 q Z-C1 14.53/14.57 2q C13 14.51/14.55 2q C13 

20.08 q C15 20.27 q C15 18.35 q Z-C1 18.04 q Z-C1 

20.78 q C14 21.29 q C14 19.67/19.74 2q C16 20.02/20.07 2q C16 

22.76 q C13 22.87 q C13 20.12/20.25 2q C12 20.17/20.27 2t C12 

  C16   C16 20.56/20.62 2q C15 20.62/20.79 2q C15 

24.71 t C10 24.83 t C10 20.70/20.94 q C14 21.40/21.77 2q C14 

26.07 q E-C1 26.52 q E-C1 26.05 q E-C1 26.50 q E-C1 

28.11 d C12 28.08 d C12 27.78/27.81 2d C8 27.85/27.90 2d C8 

30.31 d C8 29.57 d C6 29.90/29.98 2d C10 29.52 d C6 

34.58 d C6 30.53 d C8 34.56 d C6 29.82/29.93 2d C10 

37.27 t C9 37.21 t C9 39.18/39.51 2t C11 40.35/40.61 2t C11 

39.48 t C11 39.48 t C11 44.84/45.42 2t C9 44.80/45.55 2t C9 

45.05 t C7 45.49 t C7 45.12/45.90 2t C7 45.05/45.82 2t C7 

124.58 d C4 120.66 d C3 124.62/124.77 2d C4 120.16/120.24 2d C3 

125.36 d C3 122.95 d C4 125.34/125.41 2d C3 120.67/120.74 2d C4 

132.89 s C2 134.90 s C2 132.88/133.14 2s C2 134.59/134.72 2s C2 

138.82 d C5 136.71 d C5 138.61/138.84 2d C5 136.66/136.80 2d C5 

 

Tab. 64: 
13

C-NMR-Daten der jeweiligen (4Z)- und (4E)-Isomere von 2,6,8,12Me-∆2,4-13Hy (Tt.1) und 

2,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.3). 

(4E)-syn,syn-Tt.5 

101 MHz, CDCl3 

(4Z)-syn,syn-Tt.5 

101 MHz, CDCl3 

(4E)-syn,syn-Tt.6 

126 MHz, CDCl3 

(4Z)-syn,syn-Tt.6 

126 MHz, CDCl3 

12.82 q C14 14.56 q C13 13.02 q C14 14.56 q C13 

14.56 q C13 18.82 q C1 14.56 q C13 20.16 t C12 

18.34 q C1 20.18 t C12 18.99 q C16 20.61 q C16 

20.18 t C12 20.57 q C14 20.16 t C12 20.72 q C17 

20.19 q C17 20.77 q C17 20.58 q C17 20.76 q C16 

20.63 q C16 20.89 q C16 21.83 q C15 22.27 q C15 

22.02 q C15 22.36 q C15 28.15 d C8 28.03 d C8 

28.13 d C8 28.03 d C8 29.78 d C10 29.48 d C6 

29.81 d C10 29.27 d C6 30.38 d C6 29.78 d C10 

30.19 d C6 29.82 d C10 39.56 t C11 39.56 t C11 

39.60 t C11 39.60 t C11 45.07 t C7 45.19 t C7 

45.26 t C7 45.40 t C7 45.88 t C9 45.82 t C9 

45.93 t C9 45.87 t C9 64.39 t C1 64.22 t C1 

121.94 d C2 124.96 d C2 125.08 d C2 128.00 d C2 

132.08 s C4 128.99 d C3 131.47 s C4 129.19 d C3 

136.51 d C3 131.53 s C4 137.35 d C3 129.85 s C4 

137.23 d C5 135.57 d C5 140.55 d C5 138.67 d C5 

 

Tab. 65: 
13

C-NMR-Daten der jeweiligen (4Z)- und (4E)-Isomere von 4,6,8,10Me-∆2,4-13Hy (Tt.5) und 

4,6,8,10Me-∆2,4-13OH (Tt.6). 
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G.9.3 Doppelbindungs-Isomerisierung bei der DIBAlH-Reduktion 

von (2Z/E)-TBSO-3-methylbut-2-ensäureethylester (#192) zu  

(2Z/E)-4-TBSO-3-methylbut-2-en-1-ol (#194) 

Abb. 59: FID-Gaschromatogramme zur Verfolgung der Doppelbindungs-Isomerisierung bei der DIBAlH-

Reduktion von α,β-ungesättigten Estern. 

A: (Z/E)-#192, Rohprodukt der HWE-Olefinierung von #191 mit Triethyl phosphonoacetat (#193);    

B: (Z/E)-#194, Rohprodukt der DIBAlH-Reduktion von #192, -35 °C bis 0 °C, 4 h, DCM;    

C: DIBAlH-Reduktion von #192, -35 °C bis RT, 6 h, DCM. 

Bedingungen: DB-5, 50/5-10-300 (x-Achse: t [min], y-Achse: Int [mV]).  

A 

B 

C 



G.9.4 Massenspektrum von 2,6,8,12Me-Δ2,4-13al (#199) 
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G.9.4 Massenspektrum von 2,6,8,12Me-Δ2,4-13al (#199) 

 

Graphik 141: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) von  

(2E,4E)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dienal (#199).  

G.9.5 Massenspektrum von Me 2E-4,6,8,10Me-Δ2,4-13oat (#241) 

 

Graphik 142: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) von  

(2E,4E)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäure-methylester (#241). 
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TIC-Chromatogramme 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) G.9.6 
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G.9.6 TIC-Chromatogramme 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) 

 

Graphik 143: TIC-Chromatogramme von auf verschiedenen Wegen dargestelltem  

2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213).  

A: 2RS,4RS,6RS: Synthese via #211;    

B: 2R*,4S*,6RS: Synthese via #223.    

Bedingungen: DB-5ms, 30 m, 50/3-10-300.  
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G.10 Yucca spp. - Anhang 
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G.10.10:  Retosynthese von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)tetrahydrofuran (#415) 

Schema 204:  Retrosynthese von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)-tetrahydrofuran (#415). 

G.10.11:  IR-Spektren natürlicher Yucca-Verbindungen  

Graphik 159:  A: E-DMNT,  B: Z-Filamentol,  C: E-Filamental, D: Z-Filamentolid   

G.10.12:  Nebenprodukte der Synthese von 2-Allyliden-5-isopropyl-cyclopentanon (Yu.9) 
Schema 205:  Bildung der mittels GC/MS identifizierten Nebenprodukte bei der Synthese von 

2-Allyliden-5-isopropyl-cyclopentanon (Yu.9). 

Graphik 160:  Massenspektren von A: synthetischem 2-Allyliden-5-isopropyl-cyclopentanon 

(Yu.9) und   B: dem Synthesenebenprodukt 2-Allylidencyclopentanon. 

G.10.13:  Massenspektren von nicht natürlichen Homoterpenioden 

Graphik 161:  A: Cyclo-DMNT,  B: E-DMNT 

Graphik 162:  C: 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol (#429)  und   

 D: 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on (#430) 

Graphik 163:  E: 5,5-Dimethyl-3,5,6,7,8,8a-hexahydro-1H-isochromen (#428) 

Graphik 164:  F: 1-Hydroxymethyl-3,3-dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (#431) 
G.10.14:  Massenspektren von Hydrierungsprodukten der Yucca-Düfte 

Graphik 165:  A: 6-Methyl-2-propylheptan-1-ol (#433) 

Graphik 166:  B: 4,8-Dimethylnonan (#435) 

G.10.15:  Bestimmung der Doppelbindungs-Positionen der n-Alkene und n-Alkadiene 

Schema 206:  Hauptfragmentierung der n-Alken-DMDS-Addukte  

Graphik 167:  Chromatogramm der DMDS-derivatisierten Naturprobe von Y. glauca 

Graphik 168:  Chromatogramm der DMDS-derivatisierten Naturprobe von Y. reverchonii 

G.10.16:  NMR-Spektren 

Graphik 169:  1H-NMR-Spektrum von #397 

Graphik 170:  13C-NMR-Spektrum von #397 
Graphik 171:  1H-NMR-Spektrum von Z-Yu.1  

Graphik 172:  13C-NMR-Spektrum von Z-Yu.1  

Graphik 173:  1H-NMR-Spektrum von E-Yu.1  

Graphik 174:  13C-NMR-Spektrum von E-Yu.1  
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G.10.1 Chromatogramme von Y. filamentosa-Extrakten (Kulturtyp) 

Graphik 144: TIC-Chromatogramm des Super Q-Extrakts #1, geerntete Blüten von Y. filamentosa 

(Kulturtyp); HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Graphik 145: Vergleich der TIC-Chromatogramme von SPM-Extrakten (Carboxen®) eines 

Y. filamentosa-Kulturtyps (Intensität normiert auf 8Z-Heptadecen): Kohlenwasserstoffe und 

(mutmaßliche) C11-Terpenoide.  a: Blütenblätter,  b: Stempel.  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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Graphik 146: Vergleich der TIC-Chromatogramme von durch Wasserdampfdestillation (a) und Fest-

Flüssig-Extraktion (Diethylether) (b) gewonnen Extrakten von zerkleinerten Blütenblättern eines 

Y. filamentosa-Kulturtyps. HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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G.10.2 Blütenduftstoffe der untersuchten Yucca-Spezies, tabellarisch 

A 

 Y. treculeana 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

8 6-Methylhept-5-en-2-one   18.69 1343 0.12 0.24 • 

16 Limonen   13.60 1203 0.87 1.72 •• 

23 n-Undecan   9.83 1100   • 

24 Linalool   24.94 1549 0.03 0.06 • 

26 n-Nonanal   20.53 1398 0.16 0.32 • 

27 E-DMNT  Yu.K2 17.63 1311 0.27 0.53 • 

31 n-Dodecan   13.51 1200   • 

32 n-Decanal   23.69 1503 0.15 0.30 • 

48 n-Tridecan   17.31 1300   • 

55 n-Tetradecan   20.63 1400 0.01 0.02 • 

64 n-Pentadecan   23.61 1500 0.04 0.08 • 

65 Z-Filamentolid  Yu.A1 39.38 2394 50.57 100.00 ••••• 

67 7Z-Hexadecen p k  27.49 1649 0.04 0.08 • 

70 n-Hexadecan   26.32 1600 0.04 0.08 • 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 29.76 1750 0.02 0.04 • 

73 n-Heptadecan   28.73 1700 0.04 0.08 • 

74 9Z-Octadecen    p k Yu.P1 31.70 1850 0.05 0.10 • 

75 n-Octadecan  Yu.U 30.79 1800 0.06 0.12 • 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 32.87 1917 0.03 0.06 • 

78 n-Nonadecan  Yu.V 32.60 1900 0.04 0.08 • 

80 n-Eicosan   34.20 2000 0.04 0.08 • 

81 9-Heneicosen p u Yu.T 35.90 2118 0.05 0.10 • 

82 n-Heneicosan   35.64 2100 0.08 0.16 • 

83 n-Docosan   37.01 2200 0.06 0.12 • 

Tab. 66: Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. treculeana-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für VF-WAXms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-

150-8-250/15. Reihenfolge entsprechend der Elution bei Verwendung einer HP-5-Kapilllarsäule. 

Menge Q [A%], relative Menge, rel Q [%], Größenordnung: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1. 

p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung der Extrakte von Y. glauca und 

Y. reverchonii, k: Doppelbindungskonfiguration bestimmt durch Retentionszeitvergleich von 

Syntheseprodukten mit Naturextrakten anderer Yucca-Spezies (Verwendung einer HP-5-Kapillarsäule) 

(s. F6.4.2.3), u: Doppelbindungsgeometrie unbekannt 

Zusätzlich zu den in Tab. 25 und Tab. 66 gelisteten Verbindungen wurden bei Y. treculeana die 

in Tab. 66.1 aufgeführten Inhaltsstoffe identifiziert.  

 



G.10.2 Blütenduftstoffe der untersuchten Yucca-Spezies, tabellarisch 

 

618 

 

 Y. treculeana 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

1 Dodecen a  15.22 1245 0.08 0.16 • 

2 uk (43-73-108▲▲▲▲-150◄◄◄◄)   15.70 1259 0.16 0.32 • 

3 Tetradecen a  22.01 1447 0.09 0.18 • 

4 Octan-1-ol   25.23 1560 0.05 0.10 • 

5 uk (69▲▲▲▲-102-109-127-164◄◄◄◄) y  30.37 1779 0.04 0.08 • 

6 Hexansäure   31.85 1859 0.08 0.16 • 

7 E-Geranylaceton   31.90 1861 0.08 0.16 • 

8 Heptansäure   33.63 1964 0.02 0.04 • 

9 Octansäure   35.23 2070 0.10 0.20 • 

10 Nonansäure   36.68 2176 0.13 0.26 • 

11 n-Tricosan   38.28 2300 0.19 0.38 • 

12 Tricosen a  39.22 2380 0.14 0.28 • 

13 n-Tetracosan   39.45 2400  0.01 • 

14 Methyl stearat   39.78 2427 0.20 0.40 • 

15 Dodecansäure   40.55 2492 0.40 0.79 • 

16 n-Pentacosan   40.65 2500 0.45 0.89 • 

17 Pentacosen a  40.91 2522 2.76 5.46 ••• 

18 Pentacosen a  41.01 2529 0.25 0.49 • 

19 n-Hexacosan   41.91 2600 0.39 0.77 • 

20 n-Heptacosan   43.34 2700 0.56 1.11 •• 

21 Myristinsäure   43.41 2705 1.43 2.83 •• 

23 n-Octacosan   44.96 2800 0.54 1.07 •• 

24 Pentadecansäure   45.15 2810 1.19 2.35 •• 

25 n-Nonacosan   46.89 2900 0.49 0.97 • 

26 Palmitinsäure   47.25 2917 4.37 8.64 ••• 

27 Palmitoleinsäure   48.11 2954 2.80 5.54 ••• 

28 n-Triacontan   49.19 3000 0.07 0.14 • 

29 Squalene   51.24 3081 9.17 18.13 ••• 

30 Stearinsäure   52.94  0.73 1.44 •• 

31 Ölsäure   54.07  2.03 4.01 •• 

Tab. 66.1: Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. treculeana-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für VF-WAXms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-

150-8-250/15.   Menge Q [A%], relative Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1.    

a: Doppelbindungsposition und -konfiguration unbekannt. Größenordnung der relativen Menge, 

y: mutmaßliches DMNT-Derivat, uk: Unbekannte Verbindungen mit charakteristischen Fragmenten, Basis- 

(▲▲▲▲) und Molekülion (◄◄◄◄);   
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B 

 Y. schidigera 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

27 E-DMNT  Yu.K2 10.70  4.60 6.04 ••• 

34 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G1 12.55  6.20 8.15 ••• 

36 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G2 12.68  1.70 2.23 •• 

42 uk (41-69▲▲▲▲-91-148-166◄◄◄◄)  Yu.H2 13.42  1.90 2.50 •• 

50 uk (43-79-93▲▲▲▲-107-122)   13.80  0.50 0.66 • 

51 Z-Filamentol  Yu.B1 14.38  76.10 100.00 ••••• 

52 E-Filamentol  Yu.B2     • 

64 n-Pentadecan   16.87  0.90 1.18 •• 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 19.05  1.10 1.45 •• 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 21.24  3.90 5.12 ••• 

Tab. 67: Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. schidigera-Blüten.    

* Retentionszeit RT für VF-1ms, 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 60/5-10-310.  

Menge Q [A%], relative Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1.  

p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung der Extrakte von Y. glauca und 

Y. reverchonii, k: Doppelbindungskonfiguration bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich von 

Syntheseprodukten mit Naturextrakten anderer Yucca-Spezies (HP-5) (s. F6.4.2.3), uk: Unbekannte 

Verbindungen mit charakteristischen Fragmenten, Basis- (▲▲▲▲) und Molekülion (◄◄◄◄). 

C 

 Y. filamentosa 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

1 Hexan-3-on   7.88 780 0.06 0.18 • 

4 n-Nonan   12.19 900 0.01 0.03 • 

5 α-Pinen   13.83 937 0.02 0.06 • 

6 Sabinen   15.60 976 0.02 0.06 • 

7 β-Pinen   15.78 980 0.03 0.09 • 

8 6-Methylhept-5-en-2-one   16.13 988 0.01 0.03 • 

9 β-Myrcene   16.31 992 0.32 0.97 • 

10 n-Decan   16.68 1000 0.01 0.03 • 

11 α-Phellandren   16.92 1006 0.01 0.03 • 

12 ∆3-Caren   17.17 1012 0.02 0.06 • 

14 α-Terpinen   17.43 1019 0.02 0.06 • 

15 p-Cymen   17.76 1027 0.06 0.18 • 

16 Limonen   17.93 1032 1.59 4.81 •• 

17 1,8-Cineol   18.06 1035 0.07 0.21 • 

18 Z-b-Ocimen   18.23 1039 0.01 0.03 • 

19 γ-Terpinen   19.14 1062 0.08 0.24 • 

20 uk (41-69-79-107▲▲▲▲-135-150◄◄◄◄) y  19.95 1083 0.09 0.27 • 

21 α-Terpinolen   20.27 1091 0.02 0.06 • 

22 Z-DMNT  Yu.K1 20.54 1098 0.17 0.51 • 

23 n-Undecan   20.62 1100 0.01 0.03 • 

Tab. 68:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. filamentosa-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-

7-300/8.   Menge Q [A%], rel. Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1.  

a: Doppelbindungsposition und -konfiguration unbekannt, p: Doppelbindungsposition bestimmt durch 

DMDS-Derivatisierung der Extrakte von Y. glauca und Y. reverchonii, k: Doppelbindungskonfiguration 

bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich der Naturstoffe mit synthetischen Referenzsubstanzen 

(s. F6.4.2.3), u: Doppelbindungs-geometrie unbekannt, uk: Unbekannte Verbindungen mit 

charakteristischen Fragmenten, Basis- (▲▲▲▲) und Molekülion (◄◄◄◄), y: mutmaßliches DMNT-Derivat.  
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 Y. filamentosa 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

24 Linalool   20.65 1101 0.10 0.30 • 

25 Perillen   20.70 1102 0.03 0.09 • 

26 n-Nonanal   20.80 1105 0.06 0.18 • 

27 E-DMNT  Yu.K2 21.25 1118 26.68 80.65 ••••• 

29 Terpinen-4-ol   23.50 1184 0.01 0.03 • 

31 n-Dodecan   24.06 1200 0.01 0.03 • 

32 n-Decanal   24.29 1208 0.02 0.06 • 

33 uk (67-82▲▲▲▲-91-164◄◄◄◄)  Yu.F1 24.40 1211 0.01 0.03 • 

34 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G1 24.94 1229 0.93 2.81 •• 

35 uk (67-82▲▲▲▲-91-164◄◄◄◄)  Yu.F2 25.02 1231 0.01 0.03 • 

36 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G2 25.13 1235 0.14 0.42 • 

38 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D1 26.39 1275 2.55 7.71 ••• 

39 uk (41-69▲▲▲▲-82-85-148)   26.47 1278 0.15 0.45 • 

41 E-Filamental  Yu.C1 26.57 1281 0.42 1.27 •• 

42 uk (41-69▲▲▲▲-91-148-166◄◄◄◄)  Yu.H2 26.63 1283 0.66 2.00 •• 

44 Filamenton  Yu.I 26.86 1291 0.31 0.94 • 

45 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D2 26.90 1292 0.01 0.03 • 

46 Z-Filamental  Yu.C2 26.96 1294 2.60 7.86 ••• 

47 2-Undecanon   27.00 1295 0.01 0.03 • 

48 n-Tridecan   27.14 1300 0.01 0.03 • 

49 uk (41-67▲▲▲▲-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.J1 27.28 1305 0.10 0.30 • 

50 uk (43-79-93▲▲▲▲-107-122)   27.56 1316 0.07 0.21 • 

51 Z-Filamentol  Yu.B1 28.30 1344 33.08 100.00 ••••• 

52 E-Filamentol  Yu.B2 28.36 1346 0.40 1.21 •• 

53 uk (41-67▲▲▲▲-149-164◄◄◄◄)  Yu.J2 29.29 1381 0.04 0.12 • 

55 n-Tetradecan   29.78 1400 0.09 0.27 • 

57 E-β-Caryophyllen   30.64 1438 0.03 0.09 • 

59 Z-β-Farnesen   31.18 1462 0.03 0.09 • 

60 6-Pentadecen p u Yu.L1 31.70 1486 0.17 0.51 • 

61 7-Pentadecen p u Yu.L2 31.81 1491 0.01 0.03 • 

64 n-Pentadecan   32.02 1500 0.77 2.33 •• 

65 Z-Filamentolid  Yu.A1 33.21 1561 8.36 25.27 •••• 

66 6E-Nerolidol  Yu.X 33.40 1571 0.21 0.63 • 

67 7Z-Hexadecen p k Yu.M1 33.62 1583 0.08 0.24 • 

69 E-Filamentolid  Yu.A2 33.96 1600 0.86 2.60 •• 

70 n-Hexadecan   33.97 1600 0.86 2.60 •• 

71 6Z,9Z-Heptadecadien p k Yu.N 35.27 1675 1.89 5.71 ••• 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 35.38 1681 6.22 18.80 •••• 

73 n-Heptadecan   35.71 1700 1.95 5.89 ••• 

74 9Z-Octadecen    p k Yu.P1 36.99 1780 0.20 0.60 • 

75 n-Octadecan  Yu.U 37.30 1800 0.08 0.24 • 

76 Nonadecadien a Yu.Q 38.39 1873 0.,03 0.10 • 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 38.46 1878 2.37 7.16 ••• 

78 n-Nonadecan  Yu.V 38.78 1900 0.35 1.06 •• 

79 n-Eicosan   40.16 2000 0.02 0.06 • 

82 n-Heneicosan   41.48 2100 0.05 0.15 • 

83 n-Docosan   43.13 2200 0.06 0.18 • 

Tab. 68 Fortsetzung:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. filamentosa-Blüten.    
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D 

 Y. glauca 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

2 n-Octan   8.18 800 0.22 0.89 • 

4 n-Nonan   12.07 900 0.09 0.36 • 

5 α-Pinen   12.44 908 0.58 2.32 •• 

6 Sabinen   13.04 922 0.27 1.10 •• 

7 β-Pinen   13.48 932 0.52 2.09 •• 

10 n-Decan   16.50 1000 0.05 0.21 • 

15 p-Cymen   17.59 1028 0.06 0.26 • 

16 Limonen   17.77 1032 0.23 0.90 • 

20 uk (41-69-79-107▲▲▲▲-135-150◄◄◄◄) y  19.76 1083 0.16 0.62 • 

22 Z-DMNT  Yu.K1 20.34 1097 0.09 0.36 • 

23 n-Undecan   20.44 1100 0.04 0.16 • 

25 Perillen   20.53 1103 0.06 0.22 • 

26 n-Nonanal   20.61 1105 0.23 0.92 • 

27 E-DMNT  Yu.K2 21.07 1118 20.50 82.38 ••••• 

28 uk (41-91▲▲▲▲-105-133-148◄◄◄◄)   21.12 1120 0.11 0.44 • 

30 uk (41-67-95▲▲▲▲-149-164◄◄◄◄) y  23.78 1197 0.01 0.05 • 

31 n-Dodecan   23.88 1200 0.02 0.10 • 

32 n-Decanal   24.10 1207 0.17 0.67 • 

33 uk (67-82▲▲▲▲-91-164◄◄◄◄)  Yu.F1 24.24 1211 0.07 0.28 • 

34 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G1 24.75 1228 1.05 4.23 •• 

35 uk (67-82▲▲▲▲-91-164◄◄◄◄)  Yu.F2 24.86 1232 0.12 0.49 • 

36 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G2 24.95 1234 0.14 0.56 • 

37 uk (41-69▲▲▲▲-91-148-166◄◄◄◄)  Yu.H1 26.25 1270 0.06 0.23 • 

38 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D1 26.20 1275 3.41 13.71 ••• 

39 uk (41-69▲▲▲▲-82-85-148)   26.30 1278 0.04 0.16 • 

40 uk (41-91▲▲▲▲-105-133-148-164◄◄◄◄)  Yu.E1 26.30 1278 0.02 0.08 • 

41 E-Filamental  Yu.C1 26.38 1281 1.78 7.13 ••• 

42 uk (41-69▲▲▲▲-91-148-166◄◄◄◄)  Yu.H2 26.44 1283 1.10 4.42 •• 

44 Filamenton  Yu.I 26.67 1290 0.03 0.13 • 

45 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D2 26.70 1292 0.01 0.04 • 

46 Z-Filamental  Yu.C2 26.77 1294 0.27 1.10 •• 

47 2-Undecanon   26.82 1295 0.09 0.35 • 

48 n-Tridecan   26.97 1300 0.06 0.23 • 

49 uk (41-67▲▲▲▲-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.J1 27.18 1308 0.08 0.33 • 

50 uk (43-79-93▲▲▲▲-107-122)   27.37 1315 0.28 1.12 •• 

51 Z-Filamentol  Yu.B1 28.12 1343 24.89 100.00 ••••• 

52 E-Filamentol  Yu.B2 28.19 1346 1.75 7.02 ••• 

53 uk (41-67▲▲▲▲-149-164◄◄◄◄)  Yu.J2 28,56 1360 0,03 0,10 • 

54 uk (41▲▲▲▲-69-91-133-148-166◄◄◄◄) y  28.62 1362 0.38 1.51 •• 

55 n-Tetradecan   29.63 1400 0.11 0.43 • 

Tab. 69:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. glauca-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-

7-300/8.   Menge Q [A%], rel. Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1. 

a: Doppelbindungsposition und -konfiguration unbekannt, d: identifiziert nur als DMDS-Derivat,  

p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung (s. F6.4.1 und  G.10.15), k: 

Doppelbindungs-konfiguration bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich der Naturstoffe mit synthetischen 

Referenzsubstanzen (s F6.4.2.3), u: Doppelbindungsgeometrie unbekannt, uk: Unbekannte Verbindungen 

mit charakteristischen Fragmenten, Basis- (▲▲▲▲) und Molekülion (◄◄◄◄), y: mutmaßliches DMNT-Derivat.  
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 Y. glauca 
 

Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung 
 

Code [min] [1] [A%] [%]  

56 β-Ylangen   30.42 1435 0.04 0.16 • 

58 β-Copaen   30.66 1446 0.03 0.10 • 

60 6-Pentadecen p u Yu.L1 31.55 1486 0.29 1.18 •• 

61 7-Pentadecen p u Yu.L2 31.66 1491 0.03 0.10 • 

63 Germacren D   31.83 1498 0.28 1.13 •• 

64 n-Pentadecan   31.87 1500 0.98 3.93 •• 

65 Z-Filamentolid  Yu.A1 33.05 1560 8.92 35.85 •••• 

66 6E-Nerolidol  Yu.X 33.25 1571 0.80 3.19 •• 

67 7Z-Hexadecen p k Yu.M1 33.48 1582 0.24 0.97 • 

 8-Hexadecen d p u Yu.M3    0.01 • 

68 6-Hexadecen p u Yu.M2 33.54 1585 0.05 0.21 • 

69 E-Filamentolid  Yu.A2 33.80 1599 0.61 2.46 •• 

70 n-Hexadecan   33.83 1600 0.10 0.40 • 

71 6Z,9Z-Heptadecadien p k Yu.N 35.14 1675 0.34 1.37 •• 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 35.25 1681 12.35 49.62 ••••• 

 7-Heptadecen d p u     0.01 • 

73 n-Heptadecan   35.58 1700 1.22 4.89 ••• 

74 9Z-Octadecen    p k Yu.P1 36.85 1780 1.03 4.14 •• 

75 n-Octadecan  Yu.U 37.17 1800 0.17 0.67 • 

76 Nonadecadien a Yu.Q 38.24 1872 0.02 0.06 • 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 38.33 1878 4.34 17.44 ••• 

78 n-Nonadecan  Yu.V 38.66 1900 0.18 0.71 • 

79 10-Eicosen p u Yu.S 39.69 1977  0.01 • 

80 n-Eicosan   40.06 2000 0.02 0.08 • 

81 9-Heneicosen p u Yu.T 41.40 2077 0.09 0.37 • 

Tab. 69 Fortsetzung:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. glauca-Blüten.    

E 

 Y. pallida  Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung  Code [min] [1] [A%] [%]  

1 Hexan-3-on   7.68 792 0.27 0.61 • 

2 n-Octan   8.00 800 0.51 1.15 •• 

3 2-Heptanon   11.49 890 0.26 0.58 • 

4 n-Nonan   11.89 900 0.09 0.20 • 

5 α-Pinen   13.52 936 0.42 0.94 • 

6 Sabinen   15.30 976 0.16 0.36 • 

7 β-Pinen   15.46 980 0.57 1.28 •• 

9 β-Myrcene   16.01 992 1.09 2.45 •• 

10 n-Decan   16.37 1000 0.10 0.22 • 

11 α-Phellandren   16.62 1006 0.04 0.09 • 

12 ∆3-Caren   16.87 1013 0.28 0.63 • 

Tab. 70:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. pallida-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-

7-300.   Menge Q [A%], rel. Menge, rel Q [%], Größenordnung: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1. 

p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung der Extrakte von Y. glauca und 

Y. reverchonii, k: Doppelbindungskonfiguration bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich der Naturstoffe 

mit synthetischen Referenzsubstanzen (s. F6.4.2.3), u: Doppelbindungsgeometrie unbekannt, uk: 

Unbekannte Verbindungen mit charakteristischen Fragmenten, Basis- (▲▲▲▲) und Molekülion (◄◄◄◄), y: 

mutmaßliches DMNT-Derivat.  
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 Y. pallida  Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung  Code [min] [1] [A%] [%]  

14 α-Terpinen   17.14 1019 0.07 0.16 • 

15 p-Cymen   17.46 1027 0.40 0.90 • 

16 Limonen   17.63 1032 10.87 24.44 •••• 

17 1,8-Cineol   17.75 1035 0.31 0.70 • 

19 γ-Terpinen   18.84 1062 0.38 0.85 • 

20 uk (41-69-79-107▲▲▲▲-135-150◄◄◄◄) y  19.65 1083 0.17 0.38 • 

20 uk (41-69-79-107▲▲▲▲-135-150◄◄◄◄) y  19.65 1083 0.17 0.38 • 

21 α-Terpinolen   19.99 1092 0.06 0.13 • 

22 Z-DMNT  Yu.K1 20.23 1098 0.17 0.38 • 

23 n-Undecan   20.33 1100 0.09 0.20 • 

25 Perillen   20.42 1103 0.06 0.13 • 

26 n-Nonanal   20.52 1106 0.08 0.18 • 

27 E-DMNT  Yu.K2 20.96 1118 44.48 100.00 ••••• 

29 Terpinen-4-ol   23.19 1183 0.02 0.04 • 

31 n-Dodecan   23.77 1200 0.01 0.02 • 

32 n-Decanal   23.99 1207 0.03 0.07 • 

34 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G1 24.64 1228 0.15 0.34 • 

35 uk (67-82▲▲▲▲-91-164◄◄◄◄)  Yu.F2 24.77 1232 0.01 0.02 • 

36 uk (41-69-84▲▲▲▲-133-148-166◄◄◄◄)  Yu.G2 24.83 1234 0.03 0.07 • 

38 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D1 26.09 1275 2.09 4.70 ••• 

41 E-Filamental  Yu.C1 26.27 1281 0.59 1.33 •• 

42 uk (41-69▲▲▲▲-91-148-166◄◄◄◄)  Yu.H2 26.34 1283 0.16 0.36 • 

44 Filamenton  Yu.I 26.56 1290 0.21 0.47 • 

45 uk (53-67▲▲▲▲-95-107-121-149-164◄◄◄◄)  Yu.D2 26.61 1292 0.02 0.04 • 

46 Z-Filamental  Yu.C2 26.67 1294 1.22 2.74 •• 

47 2-Undecanon   26.71 1295 0.06 0.13 • 

48 n-Tridecan   26.86 1300 0.02 0.04 • 

50 uk (43-79-93▲▲▲▲-107-122)   27.26 1315 0.07 0.16 • 

51 Z-Filamentol  Yu.B1 28.00 1342 6.43 14.46 ••• 

52 E-Filamentol  Yu.B2 28.08 1345 0.47 1.06 •• 

55 n-Tetradecan   29.54 1400 0.02 0.04 • 

56 β-Ylangen   30.33 1435 0.06 0.13 • 

58 β-Copaen   30.57 1446 0.03 0.07 • 

60 6-Pentadecen p u Yu.L1 31.47 1486 0.06 0.13 • 

63 Germacren D   31.75 1498 1.03 2.32 •• 

64 n-Pentadecan   31.79 1500 0.76 1.71 •• 

65 Z-Filamentolid  Yu.A1 32.95 1560 0.51 1.15 •• 

66 6E-Nerolidol  Yu.X 33.16 1570 0.03 0.07 • 

67 7Z-Hexadecen p k Yu.M1 33.40 1582 0.18 0.40 • 

68 6-Hexadecen p u Yu.M2 33.45 1585 0.02 0.04 • 

69 E-Filamentolid  Yu.A2 33.72 1599 0.01 0.02 • 

70 n-Hexadecan   33.74 1600 0.16 0.36 • 

71 6Z,9Z-Heptadecadien p k Yu.N 35.05 1675 1.31 2.95 •• 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 35.16 1681 15.21 34.20 •••• 

73 n-Heptadecan   35.49 1700 0.99 2.23 •• 

74 9Z-Octadecen    p k Yu.P1 36.77 1780 0.24 0.54 • 

 8-Octadecen d p u Yu.P2    0.01 • 

75 n-Octadecan  Yu.U 37.08 1799 0.03 0.07 • 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 38.25 1878 1.00 2.25 •• 

78 n-Nonadecan  Yu.V 38.59 1900 0.04 0.09 • 

Tab. 70 Fortsetzung:  Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. pallida-Blüten.    
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 Y. reverchonii  Subst. RT* RI* Q rel. Q  

 chemische Verbindung  Code [min] [1] [A%] [%]  

1 Hexan-3-on   7.79 794 0.27 0.38 • 

2 n-Octan   8.02 800 0.83 1.18 •• 

4 n-Nonan   11.96 900 0.19 0.27 • 

5 α-Pinen   13.58 937 0.24 0.34 • 

7 β-Pinen   15.49 980 0.23 0.33 • 

9 β-Myrcene   16.04 992 0.31 0.44 • 

10 n-Decan   16.39 1000 0.24 0.34 • 

12 ∆3-Caren   16.90 1013 0.18 0.26 • 

13 n-Hexylacetat   16.94 1014 0.45 0.64 • 

15 p-Cymen   17.48 1028 0.26 0.37 • 

16 Limonen   17.65 1032 6.11 8.69 ••• 

17 1,8-Cineol   17.79 1035 0.16 0.23 • 

19 γ-Terpinen   18.84 1062 0.25 0.36 • 

23 n-Undecan   20.33 1100 0.14 0.20 • 

26 n-Nonanal   20.52 1105 0.13 0.18 • 

27 E-DMNT  Yu.K2 20.97 1118 0.07 0.10 • 

31 n-Dodecan   23.78 1200 0.03 0.04 • 

48 n-Tridecan   26.82 1300 0.03 0.04 • 

55 n-Tetradecan   29.53 1400 0.03 0.04 • 

60 6-Pentadecen p u Yu.L1 31.47 1486 0.16 0.23 • 

61 7-Pentadecen p u Yu.L2 31.58 1491 0.02 0.03 • 

62 ar-Curcumen   31.61 1492 0.04 0.06 • 

64 n-Pentadecan   31.79 1500 1.08 1.54 •• 

67 7Z-Hexadecen p k Yu.M1 33.39 1582 0.44 0.63 • 

 8-Hexadecen d p u Yu.M3    0.01 • 

68 6-Hexadecen p u Yu.M2 33.44 1585 0.05 0.07 • 

70 n-Hexadecan   33.74 1600 0.14 0.20 • 

71 6Z,9Z-Heptadecadien p k Yu.N 35.05 1675 3.71 5.28 ••• 

72 8Z-Heptadecen p k Yu.O1 35.16 1681 70.28 100.00 ••••• 

 7-Heptadecen d p u Yu.O2    0.01 • 

73 n-Heptadecan   35.49 1700 3.03 4.31 •• 

74 9Z-Octadecen    p k Yu.P1 36.79 1781 0.11 0.16 • 

 8-Octadecen d p u Yu.P2    0.01 • 

75 n-Octadecan  Yu.U 37.10 1800 0.04 0.06 • 

77 9Z-Nonadecen p k Yu.R 38.27 1878 0.55 0.78 • 

78 n-Nonadecan  Yu.V 38.60 1900 0.16 0.23 • 

Tab. 71: Inhaltsstoffe von Headspace-Extrakten von Y. reverchonii-Blüten.    

* Retentionszeit RT und Retentionsindex RI für HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-

7-300/8.   Menge Q [A%], rel. Menge, rel Q [%]: ••••• > 50, •••• > 20, ••• > 5, •• > 1, • < 1. 

d: identifiziert nur als DMDS-Derivat, p: Doppelbindungsposition bestimmt durch DMDS-Derivatisierung 

(s. F6.4.1),  k: Doppelbindungskonfiguration bestimmt durch Retentionszeit-Vergleich der Naturstoffe mit 

synthetischen Referenzsubstanzen unter Verwendung einer HP-5-Kapillarsäule (s. F6.4.2.3),  

u: Doppelbindungsgeometrie unbekannt.  

 

F
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G.10.3 Massenspektren der unbekannten Naturstoffe Yu.F bis H und J  

Graphik 147: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) der unbekannten Substanz Yu.F (aus Blütenextrakt von 

Y. filamentosa). 

Graphik 148: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) der unbekannten Substanz Yu.G (aus Blütenextrakt von 

Y. glauca). 
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Graphik 149: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) der unbekannten Substanz Yu.H (aus Blütenextrakt von 

Y. glauca). 

Graphik 150: 70 eV-Massenspektrum (GC/MS) der unbekannten Substanz Yu.J (aus Blütenextrakt von 

Y. glauca). 
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G.10.4 GC/HR-MS-Daten von Y. glauca-Extrakten 

 

m/z exp 

[Da] 

Summen-

formel 

m calc. 

[Da] 

∆∆∆∆    
[ppm] 

∆∆∆∆    
[mDa] 

unsat. eq. 

 

41.0390 C3H5 41.0391 3.050 0.125 1.5 

53.0396 C4H5 53.0391 8.953 -0.475 2.5 

55.0508 C4H7 55.0548 72.205 3.975 1.5 

65.0414 C5H5 65.0391 34.976 -2.275 3.5 

66.0471 C5H6          ▲▲▲▲ 66.0470 2.268 -0.150 3 

67.0543 C5H7 67.0548 7.087 0.475 2.5 

77.0409 C6H5 77.0391 23.038 -1.775 4.5 

79.0566 C6H7 79.0548 23.082 -1.825 3.5 

83.0511 C5H7O 83.0497 16.980 -1.410 2.5 

85.0659 C5H9O 85.0653 6.584 -0.560 1.5 

91.0558 C7H7 91.0548 11.254 -1.025 4.5 

94.0430 C6H6O 94.0419 12.071 -1.135 4 

105.0705 C8H9 105.0704 0.711 -0.075 4.5 

117.0720 C9H9 117.0704 13.451 -1.575 5.5 

133.1025 C10H13 133.1017 5.819 -0.775 4.5 

135.0461 C8H7O2 135.0446 11.074 -1.496 5.5 

149.0648 C9H9O2 149.0603 30.494 -4.545 5.5 

160.0901 C11H12O 160.0888 8.027 -1.285 6 

163.0777 C10H11O2 163.0759 11.010 -1.795 5.5 

178.1021 C11H14O2   ◄◄◄◄ 178.0994 15.274 -2.720 5 

Tab. 72: Exakte und theoretische monoisotopische Massen sowie berechnete elementare 

Zusammensetzungen von Molekülion (◄◄◄◄), basepeak (▲▲▲▲) und charakteristischen Fragmenten 

von Filamentolid (3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on, Yu.A).  

Abweichung: kleiner 10 ppm; größer 100 ppm. 

   Messung: GC/70 eV EI-HR-MS-TOF (Perfluortributylamin) [BARTRAM 2006]. 

   Berechnung der unter Verwendung von ChemCalc [PATINY & BOREL 2013; PATINY 2014] 

m/z exp 

[Da] 

Summen-

formel 

m calc. 

[Da] 
∆∆∆∆    

[ppm] 
∆∆∆∆    

[mDa] 

unsat. eq. 

 

41.0381 C3H5 41.0391 24.980 1.025 1.5 

53.0393 C4H5 53.0391 3.296 -0.175 2.5 

55.0514 C4H7 55.0548 61.307 3.375 1.5 

67.0548 C5H7 67.0548 0.369 -0.025 2.5 

69.0646 C5H9          ▲▲▲▲ 69.0704 84.338 5.825 1.5 

77.0403 C6H5 77.0391 15.250 -1.175 4.5 

79.0541 C6H7 79.0548 8.541 0.675 3.5 

91.0542 C7H7 91.0548 6.317 0.575 4.5 

94.0777 C7H10 94.0783 5.850 0.550 3 

105.0686 C8H9 105.0704 17.372 1.825 4.5 

123.0826 C8H11O 123,0810 13,081 -1,610 3,5 

133.0997 C10H13 133.1017 15.217 2.025 4.5 

148.1245 C11H16 148.1252 4.729 0.701 4 

151.1139 C10H15O 151.1123 10.654 -1.610 3.5 

166.1360 C11H18O    ◄◄◄◄ 166.1358 1.413 -0.235 3 

Tab. 73: Exakte und monoisotopische Massen sowie berechnete Zusammensetzungen der 

Fragmentionen von Filamentol (2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol, Yu.B).  

B

A
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m/z exp 

[Da] 

Summen-

formel 

m calc. 

[Da] 
∆∆∆∆    

[ppm] 
∆∆∆∆    

[mDa] 

unsat. eq. 

 

41.0391 C3H5 41.0391 0.613 0.025 1.5 

53.0394 C4H5 53.0391 5.182 -0.275 2.5 

67.0562 C5H7 67.0550 21.248 -1.425 2.5 

69.0697 C5H9          ▲▲▲▲ 69.0704 10.501 0.725 1.5 

77.0407 C6H5 77.0390 20.442 -1.575 4.5 

79.0556 C6H7 79.0548 10.433 -0.825 3.5 

82.0415 C5H6O 82.0420 4.447 0.365 3 

83.0803 C6H11 83.0860 69.510 5.775 1.5 

91.0564 C7H7 91.0548 17.844 -1.625 4.5 

93.0701 C7H9 93.0700 3.495 0.325 3.5 

95.0501 C6H7O 95.0500 4.315 -0.410 3.5 

96.0574 C6H8O 96.0575 1.196 0.115 3 

105.0712 C8H9 105.0700 7.373 -0.775 4.5 

108.0580 C7H8O 108.0580 4.489 -0.485 4 

121.0870 C9H13 121.1017 121.595 14.725 3.5 

131.0863 C10H11 131.0860 1.714 -0.225 5.5 

133.1022 C10H13 133.1017 3.566 -0.475 4.5 

135.1245 C10H15 135.1170 52.728 -7.125 3.5 

136.1250 C10H16 136.1250 1.473 0.201 3 

149.0985 C10H13O 149.0970 12.475 -1.860 4.5 

164.1202 C11H16O    ◄◄◄◄ 164.1200 0.517 -0.085 4 

Tab. 74: Exakte und theoretische monoisotopische Massen sowie berechnete elementare 

Zusammensetzungen der Fragmentionen von Filamental (2-Allyliden-6-methylhept-5-

enal, Yu.C).  

m/z exp 

[Da] 

Summen-

formel 

m calc. 

[Da] 
∆∆∆∆    

[ppm] 
∆∆∆∆    

[mDa] 

unsat. eq. 

 

41.0397 C3H5 41.0390 14.007 -0.575 1.5 

51.0238 C4H3 51.0230 6.368 -0.325 3.5 

53.0393 C4H5 53.0390 3.296 -0.175 2.5 

67.0564 C5H7          ▲▲▲▲ 67.0548 24.231 -1.625 2.5 

68.0627 C5H8 68.0626 1.465 -0.100 2 

77.0401 C6H5 77.0390 12.654 -0.975 4.5 

79.0566 C6H7 79.0550 23.082 -1.825 3.5 

91.0554 C7H7 91.0550 6.862 -0.625 4.5 

93.0519 C6H5O 93.0340 191.975 -17.860 4.5 

95.0504 C6H7O 95.0500 7.471 -0.710 3.5 

96.0599 C6H8O 96.0575 24.830 -2.385 3 

105.0719 C8H9 105.0700 14.035 -1.475 4.5 

107.0828 C8H11 107.0861 30.586 3.275 3.5 

121.0889 C9H13 121.1020 105.906 12.825 3.5 

122.0774 C8H10O 122.0730 34.693 -4.235 4 

123.0822 C8H11O 123.0810 9.831 -1.210 3.5 

135.0864 C9H11O 135.0810 40.050 -5.410 4.5 

149.0986 C10H13O 149.0970 13.146 -1.960 4.5 

163.1143 C11H15O 163.1120 12.322 -2.010 4.5 

164.1080 C11H16O    ◄◄◄◄ 164.1200 73.819 12.115 4 

Tab. 75: Exakte und theoretische monoisotopische Massen sowie berechnete elementare 

Zusammensetzungen der Fragmentionen von natürlichem Yu.D.  

D

C
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G.10.5 Isomerisierung von synthetischem E/Z-Filamentolid (Yu.1)  

Graphik 151: Verfolgung der Isomerisierung von synthetischem 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-

enyl)dihydro-3H-furan-2-on (Yu.1): Z:E-Isomerenverhältnis in Abhängigkeit von 

Reaktionsbedingungen und Reaktionszeit. FID-Chromatogramme: HP-1, 30 m, 0.25 mm i.d., 

0.25 µm film; 60/3-10-300. Reaktionsbedingungen A-F: s. Tab. 76. 

 E:Z-Verhältnis Z E Z:E 

 [%] [%] x:1 

A Rkt2: Aufarb. 65 35 1.8 

B Rkt1: Aufarb. 67 33 2.0 

C Rkt2: Test2: 15 min refl. 65 35 1.8 

D Rkt1: Test2: 5 min refl. 69 31 2.3 

E Rkt2: Test1: 5 min refl. 73 27 2.7 

F Rkt1: Test1: ohne refl. 92 8 11.0 

Tab. 76: Z:E-Isomerenverhältnis von synthetischem 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-

furan-2-on (Yu.1) in Abhängigkeit von Reaktionsbedingungen und Reaktionszeit, zwei Ansätze 

Rkt1 und Rkt2 
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G.10.6 Enantiomerenreinheit von synthetischem Filamentolid 

Graphik 152: Bestimmung der Enantiomerenreinheit von synthetischem (3Z,5R)-3-Allyliden-5-(2-

methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (ZR-Yu.1) mittels enantioselektiver GC.  

Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 50% in OV-1701, 25 m, 

0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 120-30-10-150. α-Wert tr(3Z,5R):tr(3Z,5S) = 1.006; enantiomeric excess 

(ee) = 97%. 

Graphik 153: Bestimmung der Enantiomerenreinheit von synthetischem (3Z,5S)-3-Allyliden-5-(2-

methylprop-1-enyl)dihydro-3H-furan-2-on (ZS-Yu.1) mittels enantioselektiver GC. 

Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 50% in OV-1701, 25 m, 

0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 120-30-10-150. α-Wert tr(3Z,5R):tr(3Z,5S) = 1.013; ee = 95%. 
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G.10.7 Alternative Retrosynthese für Filamentol (Yu.2) und Fiamental (Yu.3) 

In Anlehnung an die Synthese von Filamentolid (Schema 165, S.487) könnte eine PETERSON-

Olefinierung zur Einführung der Allyliden-Gruppe bei dem 6-Methylhept-5-ensäureesters b 

dienen. Dazu würde zunächst der 5-Hydroxypentansäureester a (Variante I) oxidiert und mit 

Isopropylidenphosphoran olefiniert [MARCZAK et al. 1998]. Alternativ könnte das WITTIG-Salz von 

5-Brompentansäureester (Variante II) mit Aceton verlängert werden. Die PETERSON-Olefinierung 

des so erhaltenen Esters b mit Acrolein würde den 2-Allylidencarbonsäureester d bilden, der 

sich zu Yu.2 reduzieren ließe. Dabei sollte die Aldol-Addition bei dem acyclischen Esterenolat 

von b nur geringe Diastereoselektivität zeigen und daher die folgende Eliminierung beim β-

Hydroxysilan c ein Z:E-Verhältnis bei d von etwa 1:1 liefern (Schema 202), 

Schema 202: Retrosynthetischer Ansatz zur Darstellung von 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol (Yu.2) 

und 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal (Yu.3). 

R = Me, Et.   
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G.10.8 Massenspektrum von 2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol (Yu.7) 

 

Graphik 154: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von vermutetem, synthetischen (2EZ,6E)-2,6-

Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol (Yu.7).   (Struktur nicht NMR-spektroskopische verifiziert) 

a: rt 28.53 min,  b: rt 29.09 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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G.10.9 Acyclische Monoterpenoide und ihre cyclischen Oxidationsprodukte 

Sauerstoff-Heterocyclen 195 wie (Hydro-)Pyrane und Furane können durch oxidative 

Aktivierung von allylischen Methyl- oder Methylen-Gruppen aufgebaut werden: Citronellol 

(#279) wird bei Geranium spp. enzymatisch zu Rosenoxid (L-187) cyclisiert (vgl. F6.3.3.3) 

[WÜST et al. 1998] und Perillen (Yu.W), Rosefuran (L-200), Neroloxid (L-188) und Herboxid (L-190) 

entstehen durch Cyclisierung von Geranial(L-186), Nerol (L-189) und Linalool (L-8) (Schema 203 

und Graphik 155 bis Graphik 158). Die intramolekulare Öffnung von Epoxiden liefert z.B. die 

furanoiden und pyranoiden Linalooloxide (L-201, L-202) (Schema 203). Diese monoterpenoiden 

Heterocyclen sind weit verbreitete Bestandteile von Blütendüften und ätherischen Ölen 

[BÜCHI et al. 1968; CROTEAU & KARP 1991; WÜST 2003; KNUDSEN et al. 2006] und werden 

entsprechend nur von wenigen Arthropoden als Pheromonkomponenten verwendet. 196 

Hingegen sind Terpen-Epoxide ausgehend von bereits modifizierten Precursors auch 

Intermediate der Genese spezifischer Signalstoffe bei Insekten, z.B. Cyclisierung von Grandisol 

zu Papayanol (s. P. obesus). Die entsprechende Epoxidierung-Cyclisierung der 

Bisnormonoterpenoide Sulcaton und Sulcatol liefert die Borkenkäfer-Pheromone Frontalin (s. 

C. arabica), Pityol (L-44) und Vittatol (L-45) (s. E.3.3). 197   

Schema 203: Heterocyclische Botenstoffe bei Insekten.    

                                                 
195

  Cyclische Ether sind häufige Substrukturen komplexerer mariner und mikrobieller polyketider Naturstoffe 

[FAULKNER 1984 & ff. Jgg.; BOIVIN 1987; BLUNT et al. 2003 & ff. Jgg.; DICKSCHAT et al.  2005]. Verbindungen mit 

unverzweigtem C-Rückgrad wie einige bei Bienen gefundene Dihydropyrane (L-203 und L-204) [FRANCKE et al.  

1985b; SCHULZ et al. 1990] oder Spiroacetale (vgl. E. solidaginis, C. dolichophylla) sind acetogeninen Ursprungs. 
196

  Neroloxid (L-188) ist Sexualpheromonkomponente von ♂♂ einiger Ameisenjungfern-Arten 

(Myrmeleontidae) [BERGSTRÖM et al. 1992; BERGSTRÖM 2008], Rosefuran (L-200) ist Sexualpheromon von 

Milben-♀♀ (Caloglyphus sp.) [MORI et al. 1998], Linalooloxide wurden in Androconien von Danainen-♂♂ 

(Amauris echeria) [SCHULZ  et al. 1988] und Rosenoxid (L-187) bei dem Bockkäfer Aromia moschata 

[VIDARI et al. 1973] gefunden.  

197
  Mit Ausnahme der furanoiden Form von Linalooloxid (L-201) bei Pflanzen [EL-SAYED et al. 2008; 

VOLZ et al. 2009] sind terpenoide THF-Derivate selten. Einzig bekannter Botenstoff dieses Typs bei Insekten ist 

(2R,5S)-Pityol (L-44), Aggregationspheromon von Pityophthorus und Conophthorus spp., z.B. zusammen mit 

Grandisol von Fichtenborkenkäfer-♂♂ (P. pityographus) [FRANCKE et al. 1987; BIRGERSSON et al. 1995]; cis-

Vittatol (L-45, abs. Konfig. unbekannt) ist Aggregationspheromon von Bunten Ulmenkäfern, Pteleobius 

vittatus [KLIMETZEK et al. 1989; FRANCKE & SCHULZ 1999]. Die Funktion des von WHEELER et al. [1987] 

beschriebenen THF-Derivats ist unbekannt (s. Megacyllene). 
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Vergleich der 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS von: 

Graphik 155:  a: Perillen (Yu.W) und  b: Geranial (L-186). 

Graphik 156:  a: Neroloxid (L-188) und  b: Nerol (L-189). 
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Graphik 157:  a: Rosenoxid (L-187),  b: Citronellol (#279). 

Graphik 158:  a: Herboxid (L-190) und  b: Linalool (L-8). 
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G.10.10 Retosynthese von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)-

tetrahydrofuran (#415) 

Die beiden ungesättigten Seitenketten von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)-

tetrahydrofuran (#415) sollten sich (ähnlich wie bei Filamentolid Yu.1, Schema 165) ausgehend 

von 5-(Hydroxymethyl)tetrahydrofuran-3-ol (b) durch Wittig-Typ-Reaktionen aufbauen lassen 

(Schema 204).   

Der Bis(trimethylsilyl)ether von b könnte durch SWERN-Oxidation selektiv zum Aldehyd 

oxidiert und dieser in einer WITTIG-Reaktion zu c olefiniert werden [RODRÍGUEZ et al. 1999]. Die 

Oxidation an C3 ermöglichte dann die abschließende Einführung der Allyliden-Gruppe durch 

Reaktion mit Allylphosphoran [SHIZURI et al. 1987]. Das Diol b ist nach JUNG & KRETSCHIK [1998] 

durch basische Öffnung des Bisepoxids a von 1,4-Pentadien zugänglich (Schema 204, Route I). 

Schema 204: Retrosynthese zur Darstellung von 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)-

tetrahydrofuran (#415).   

Alternativ könnte 3-Methyl-2-butenal d mit dem Grignard-Reagenz von Solketalbromid e zu 

einem geschützten Triol umgesetzt werden. Nach Deblockierung könnte dessen primäres 

Tosylat f zu c cyclisiert werden (Schema 204, Route II) [MORI et al. 1989; KRAUS & CHEN 1990; 

THOMAS et al. 2002; GAMEDZE et al. 2012].  

Ringschluss-Reaktionen könnten auch der Synthese von Tetrahydropyranen dienen 

[BOIVIN 1987; TROST & TENAGLIA 1988; GRUTTADAURIA et al. 1999]. Ein (biomimetischer) Ansatz 

zum Aufbau von Tetrahydrofuranen und -pyranen wäre eine Übergangsmetall-katalysierte 

Aktivierung von Doppelbindungen entlang der Kette und Ringschluss durch Angriff einer 

(terminalen) funktionellen Gruppe [MICHAEL et al. 1985; LAROCK & HIGHTOWER 1993; MAROTTA  

et al. 2002]. In ähnlicher Weise sind beide Typen von Heterocyclen auch durch Cyclisierung von 

Hydroxepoxiden zugänglich [NICOLAOU et al. 1999] (vgl. P. obesus). 
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G.10.11 IR-Spektren natürlicher Yucca-Verbindungen  
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G.10.12 Nebenprodukte der Synthese von 2-Allyliden-5-isopropyl-

cyclopentanon (Yu.9) 
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Schema 205: Bildung der mittels GC/MS identifizierten Nebenprodukte bei der Synthese von 2-

Allyliden-5-isopropyl-cyclopentanon (Yu.9). 

Bedingungen:   i)  Me2NNH2 1.1 eq., p-TsOH 0.01 eq., CyHex, refl. 4 h.  

ii)  1) n-BuLi 1.6N Hex 1.05 eq., THF -70 °C 40 min,  

2) iPrBr 1.03 eq., -60 °C bis RT 14 h.  

iii)  1) n-BuLi 1.6N Hex 1.05 eq., THF, -70 °C 45 min,  

2) Acrolein (#398) 1.1 eq., -60°C bis RT 16 h. 

iv)  HCl 1N, NH4Cl aq. sat., Pentan, RT 12 h. 

v)  MsCl 1.2 eq., TEA 5 eq., DCM, -40 °C bis RT 2 h. 

 
Graphik 159: GC/FT-IR-Spektren von natürlichen Yucca-Verbindungen aus Blütenextrakten von 

Y. filamentosa: A: E-DMNT (Yu.K2), B: Z-Filamentol (Yu.B1), C: E-Filamental (Yu.C1),  

D: Z-Filamentolid (Yu.A1).  

Messungen: Shimadzu GC 2010 / DiscovIR (4000-750 cm
-1

, Δῡ = 8 cm
-1

); RTX-5, 30 m × 0.25 mm 

i.d., 0.25 μm film, 50/1-7-250/10; He; splitless, Messungen [ZARBIN 2016].    

 

A 

#418 

#419 #421 

#422 #423 

Yu.9 #424 

v v 



Nebenprodukte der Synthese von 2-Allyliden-5-isopropyl-cyclopentanon (Yu.9) G.10.12 

 

639 

 

Graphik 160: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von a: synthetischem 2-Allyliden-5-isopropyl-

cyclopentanon (Yu.9) und   b: dem Synthesenebenprodukt 2-Allylidencyclopentanon.  
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G.10.13 Massenspektren von nicht natürlichen Homoterpenioden 

Graphik 161: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von A: synthetischem „Cyclo-DMNT“ (#427), rt 

18.71 min,  B: E-DMNT, rt 20.89 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  
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Graphik 162: 70 eV EI-Massenspektren (GC/MS) von C: synthetischem 2,4,4-Trimethyl-3-

vinylcyclohex-2-en-1-ol (#429), rt 25.46 min und D: synthetischem 2,4,4-Trimethyl-3-

vinylcyclohex-2-en-1-on (#430), rt 26.91 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  
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Graphik 163: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem 4,4,7a-Trimethyl-

2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran (#428), rt 23.08 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  

Graphik 164: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von synthetischem 1-Hydroxymethyl-3,3-

dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (#431), rt 26.84 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  
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G.10.14 Massenspektren von Hydrierungsprodukten der Yucca-Duftstoffe 

Graphik 165: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von Naturstoffderivat 6-Methyl-2-propylheptan-

1-ol (#433); Hydrierungsprodukt von Filamental (Yu.C), rt 26.06 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  

Graphik 166: 70 eV EI-Massenspektrum (GC/MS) von Naturstoffderivat 4,8-Dimethylnonan (#435), 

Hydrierungsprodukt von DMNT, rt 17.22 min;  

HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  
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G.10.15 Doppelbindungs-Positionen der n-Alkene und n-Alkadiene 

Schema 206: Bestimmung der Doppelbindungsposition der langkettigen einfach ungesättigten 

Kohlenwasserstoffe R
1
CH=CHR

2
 in Extrakten von Y. glauca und Y. reverchonii, massen-

spektrometrische Hauptfragmentierung der DMDS-Addukte: R
1
CH=SMe

+
 / MeS

+
=CHR

2
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Graphik 167: TIC-Chromatogramm des DMDS-derivatisierten Headspace-Extrakts von Y. glauca-

Blüten, HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8.  
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Graphik 168: TIC-Chromatogramm des DMDS-derivatisierten Headspace-Extrakts von 

Y. reverchonii-Blüten, HP-5ms, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 50/3-3-80-5-150-7-300/8. 
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G.10.16 NMR-Spektren 

Graphik 169: 
1
H-NMR-Spektrum (400 MHz, CDCl3) von (5RS)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 

(#397).  
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Graphik 170: 
13

C-NMR-Spektrum (101 MHz, CDCl3) von (5RS)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-

on (#397). 

#397 

B

O O



NMR-Spektren G.10.16 

 

649 

Graphik 171: 
1
H-NMR-Spektrum (600 MHz, C6D6) von (3Z,5RS)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-

furan-2-on (Z-Yu.1). 
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Graphik 172: 
13

C-NMR-Spektrum (151 MHz, C6D6) von (3Z,5RS)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-

3H-furan-2-on (Z-Yu.1). 
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Graphik 173: 
1
H-NMR-Spektrum (400 MHz, C6D6) von (3E,5RS)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-

furan-2-on (E-Yu.1).  
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Graphik 174: 
13

C-NMR-Spektrum (101 MHz, C6D6) von (3E,5RS)-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)dihydro-3H-

furan-2-on (E-Yu.1). 
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G.11 Liste der zitierten Naturstoffe 

# Chemischer Name 

L-1 Methyleugenol 

L-2 Bombykol 

L-3 Bombykal 

L-4 (9EZ)-Tetradecenylacetat 

L-5 exo-Brevicomin 

L-6 cis-Linalooloxid (furanoid) 

L-7 Methylbenzoat    

L-8 Linalool    

L-9 Methylsalicylat   

L-10 Lineatin 

L-11 Seudenon 

L-12 N-l5-[(β-D-Glucopyranosyl)oxy]-8-hydroxypalmitoyltaurin 

L-13 Isoamylacetat 

L-14 (1,3Z,6Z,9Z)-Nonadecatetraen   

L-15 (E)-β-Caryophyllen 

L-16 Oxoisophoron 

L-17 Chiloglotton 

L-18 (E)-9-Oxo-2-decensäure 

L-19 (S)-N-(3-Oxodocecanoyl)homoserinlacton 

L-20 Sodoferin 

L-21 (S)-2-Hydroxy-3-decanon 

L-22 (2S,11S)-2,11-Diacetoxytridecan 

L-23 Stegobinon 

L-24 Phenylacetonitril 

L-25 2-Hydroxy-6-[(1E, 3E)-nona-1,3-dienyl]benzaldehyd  

L-26 (E)-4-Oxo-2-alkenale 

L-27 Iridodial 

L-28 Nicotin 

L-29 Caulerpenin 

L-30 (4S,5S,6Z,9Z)-4,5-epoxy-Nonadeca-6,9-dien   

L-31 (R)-5-[(Z)-1-decenyl]oxacyclopentan-2-one; Japonilure 

L-32 (3Z)-Hex-3-en-1-ylacetat 

L-33 Disparlure 

L-34 (2S,4R,6R,8S)-2,4,8-Trimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5lundecan  

L-35 (3R,6R)-1,7-Dioxaspiro[5.5]undecan-3-ol; 3-Hydroxyolean   

L-36 2-(2,4-Hexadiinyliden)-1,6-dioxaspiro[4.4]non-3-en  

L-37 Mellein   

L-38 Coniin 

L-39 (4S,6R,8R,10S,16R,18S)-Hexamethyldocosan 

L-40 Lavandulol 

L-41 Bicolorin 

L-42 2-Methyl-3-buten-2-ol 

L-43 Epoxysulcatol 

L-44 Pityol    

L-45 Vittatol    

L-46 epoxy-Isosulcaton 

L-47 γ-Isogeraniol 

L-48 Fragranol  
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L-49 8-Oxogeranial 

L-50 (R)-10,11-epoxy-Methylfarnesoat, Juvenil hormon III 

L-51 Periplanon B 

L-52 (3E,7E)-4,10,14-Trimethyltrideca-3,7,11-trien; EE-TMTT 

L-53 Beyeren 

L-54 Rimuen 

L-55 Cafestol 

L-56 Geranylcitronellol 

L-57 Hexahydrofarnesylaceton 

L-58 Neocembren 

L-59 Smilagenin 

L-60 Solanidin 

L-61 20-Hydroxyecdyson 

L-62 β-Carotin   

L-63 β-Ionon   

L-64 β-Damascenon   

L-65 Safranal   

L-66 Volicitin 

L-67 Coffein 

L-68 (7R)-Hydroxydanaidal 

L-69 3-Ethyl-2,5-dimethylpyrazin 

L-70 Prunasin 

L-71 Sinigrin 

L-72 Furaneol   

L-73 (7Z)-Dodecenylacetat 

L-74 (11Z)- und (11E)-Tetradecenylacetat 

L-75 (11Z)-Hexadecenylacetat 

L-76 (11Z)- und (11E)-Hexadecenal 

L-77 (E,E,Z)-10,12,14-Hexadecatrienal 

L-78 (E,Z,Z)-3,8,11-Tetradecatrienylacetat 

L-79 (3Z,6Z,9Z)-Nonadecatrien 

L-80 (3Z,6S,7R,9Z)-6,7-epoxy-Nonadeca-3,9-dien 

L-81 Eldanolid 

L-82 8-Hydroxylinalool    

L-83 Dihydroedulan   

L-84 Cantharidin   

L-85 Coccinellin 

L-86 Benzochinone 

L-87 Cucujolid Ii 

L-88 Grandlure III   

L-89 Grandlure IV   

L-90 (3E,5E,7E,9E)-6,8-diethyl-4-methyl-3,5,7,9-dodecatetraen 

L-91 Serricornin 

L-92 (4S,5S)-4-Methyl-5-nonanol; Ferrugineol    

L-93 (4S)-(-)-cis-Verbenol 

L-94 (S)-(-)-Ipsenol 

L-95 Solenopsin A 

L-96 Anabasin 

L-97 (2E,5E)-4-Oxo-2,5-dienylacetate 

L-98 Faranal   

L-99 (S)-2,3-Dihydrofarnesol; Terrestrol 

L-100 Methyl-2,6,10-trimethyltridecanoat 
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L-101 Methyl-(3R,6E)-2,3-dihydrofarnesoat 

L-102 (Z)-3-Hexenyl-(R)-2-hydroxy-3-methylbutyrat 

L-103 6,10,13-Trimethyltetradecanol 

L-104 (1R,4aS,7S,7aR)-Nepetalactol  

L-105 (4aS,7S,7aR)-Nepetalacton  

L-106 (Z)-9-Tricosen, Muscalure 

L-107 1-Octen-3-ol 

L-108 2-Allyl-4,5-dimethoxyphenol 

L-109 (2S,8E,10E)-8,10-tridecadien-2-ylacetat 

L-110 (3S,11S)-Dimethylnonacosan-2-on 

L-111 (3Z)-Dodeca-3-en-1-ol  

L-112 (3Z,6Z)-Dodeca-3,6-dien-1-ol 

L-113 (3Z,6Z,8E)-Dodeca-3,6,8-trien-1-ol  

L-114 4,6-Dimethyldodecanal  

L-115 4,6-Dimethylundecanal 

L-116 4,6-Dimethylundecan-1-ol  

L-117 (E)-2,3-Dihydronorfarnesal  

L-118 3-Methylpentacosan 

L-119 13,15-Dimethylnonacosan 

L-120 Spiroxabovolid 

L-121 Indol 

L-122 Strigol    

L-123 Chlorogensäure 

L-124 Aucubin  

L-125 Methylanthranilat 

L-126 Jasmonsäure 

L-127 Methyljasmonat 

L-128 Z-Jasmon 

L-129 Pyrethrin II 

L-130 Ergometrin 

L-131 Patulin   

L-132 S-Methylthiopropionat 

L-133 (-)-Geosmin 

L-134 (-)-2-Methylisoborneol 

L-135 (Z)-11-Methyl-2-dodecensäure 

L-136 Penizilline 

L-137 Avermectine 

L-138 Citrinin 

L-139 Azadirachtin 

L-140 Juviabion 

L-141 Chinin 

L-142 Artemisinin 

L-143 Fenoxycarb 

L-144 (E,E)-8,10-dodecadienyl-TFMK 

L-145 (E,E)-8,10-Dodecadienol, Codlemon 

L-146 Ethyl-(2E,4Z)-2,4-decadienoat; Birnenester 

L-147 13,17-Dimethylnonatriacontan  

L-148 Tricosan 

L-149 (9Z,12E)-Tetradecadienylacetat 

L-150 Benzylcyanid  

L-151 (12E)-Tetradecenylacetat 

L-152 Hexadecanal 
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L-153 (7Z)-Hexadecenal 

L-154 (9Z)-Hexadecenal 

L-155 (11Z)-Hexadecenol  

L-156 Lardolure 

L-157 (2E,4E,6E,8E)-4,6,8-Trimethyl-2,4,6,8-undecatetraene 

L-158 (2E,4E,6E,8E)-3,5,8-Trimethyl-2,4,6,8-undecatetraen 

L-159 Vittatalacton 

L-160 3,11-Dimethylnonacosan-2-on 

L-161 (3Z)-Dodeca-3-en-1-ol 

L-162 (3Z,6Z)-Dodeca-3,6-dien-1-ol 

L-163 (3Z,6Z,8E)-Dodeca-3,6,8-trien-1-ol 

L-164 4,6-Dimethyldodecanal 

L-165 4,6-Dimethylundecanal 

L-166 4,6-Dimethylundecan-1-ol 

L-167 (E)-2,3-Dihydronorfarnesal; 2,6,10-Trimethyl-5,9-undecadienal 

L-168 3-Methylpentacosan 

L-169 13,15-Dimethylnonacosan 

L-170 2,3-Dihydrofarnesylaceton 

L-171 Neral 

L-172 Geraniol 

L-173 Geranylacetat 

L-174 trans-β-Bergamoten 

L-175 Pristan 

L-176 (2E,6ZE)-Farnesylacetat 

L-177 Farnesylaceton 

L-178 Phytol 

L-179 n-Octadecanol 

L-180 Methyllinoleat  

L-181 2,4,8,13-Tetramethyltetradecan-1-ol 

L-182 (7E,11E,3R,5S,9R)-3,5,9,11-Tetramethyl-7,11-tridecadienal 

L-183 (E)-Myrcenal 

L-184 Myrcenol 

L-185 Myrcen 

L-186 Geranial 

L-187 Rosenoxid 

L-188 Neroloxid  

L-189 Nerol 

L-190 Herboxid  

L-191 (6E)-2,6-Dimethylnona-6,8-dien-4-on 

L-192 (3R,6E)-2,3-Epoxy-2,6-dimethyl-6,8-nonadien 

L-193 (3E,6E)-2,6-Dimethyl-3,6,8-nonatrien-2-ol 

L-194 (6E)-2,6-Dimethylnona-6,8-dien-4-ol 

L-195 cis- und trans-6,7-Epoxy-2,6-dimethylnon-8-en-4-on 

L-196 (3E)-4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatriene-5-ylacetat 

L-197 Ipsdienol 

L-198 Buibui-Lacton 

L-199 6-Isopropyl-3,5-dimethyltetrahydro-2H-pyran-2-on 

L-200 Rosefuran 

L-201 Linalooloxid furanoid 

L-202 Linalooloxid pyanoid 

L-203 2,6-Dialkyldihydro-2H-pyran-3-one   

L-204 2,6-Dialkyldihydro-2H-pyrane   
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H Experimenteller Teil 

H.1 Methoden 

H.1.1 Synthesen 

Alle Synthesen mit hydrolyse- und / oder oxidationsempfindlichen Edukten oder Reagenzien 

bzw. mit empfindlichen Reaktionsverlauf wurden in unter Vakuum ausgeheizten 

Glasapparaturen unter Argon- oder Stickstoff-Atmosphäre durchgeführt.  

H.1.1.1 Chemikalien  

Kommerzielle Feinchemikalien als Synthese-Edukte und Reagenzien sowie Lösungsmittel 

wurden mit der höchst möglichen Qualität von folgenden Herstellern bzw. Lieferanten bezogen: 

• Abcr GmbH Deutschland, Karlsruhe 

• Acros Organics™, Geel, Belgien (Thermo Fisher) 

• Alfa Aesar™, Ward Hill, MA, USA, (Thermo Fisher) 

• Bedoukian Research Inc., Danbury, USA 

• Carl Roth GmbH & Co. KG, Karlsruhe, D 

• Chromasolv™ (Honeywell) 

• Fluka™ (Honeywell) 

• Honeywell Int. Inc., Charlotte, NC, USA 

• ICN Biomed, Aachen, D 

• Jassen Chimica (Acros) 

• Lancaster Synthesis Ltd. (Alfa Aesar) 

• Larodan AB, Malmö, Schweden 

• Macherey-Nagel GmbH & Co. KG, Düren, D 

• Merck KGaA, Darmstadt, D 

• MP Biomedicals Europe, Illkirch, France 

• Nitsche & Sohn GmbH, Hamburg, D 

• Riedel-de Haën™ (Honeywell) 

• Sigma-Aldrich Co., MO, USA (Merck) 

• Supelco® (Merck) 

• TCI Deutschland GmbH, Eschborn 

• Thermo Fisher Scientific Inc., Pittsburgh, USA 

• VWR LLC, Radnor, PA, USA / Darmstadt, D 

Flüssige, in größeren Mengen verfügbaren Syntheseedukte wurden vor der 

Reaktionsdurchführung frisch destilliert bzw. kurzzeitig unter Schutzgas und über Molsieb 

gelagert. Feststoffe wurden wenn nötig umkristallisiert und / oder unter Erwärmen im Vakuum 

getrocknet. Reagenzien wurden überwiegend ohne vorherige Reinigung eingesetzt. Vor der 

Verwendung wurden wie folgt gereinigt bzw. getrocknet [HÜNIG et al. 2006]: 
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• Brom: durch Schütteln mit konz. H2SO4 getrocknet 

• Gepulvertes Molsieb 4 Å: im Ölpumpenvakuum durch Erhitzen mit dem Heißluftfön 
getrocknet 

• Kupfer(I)iodid: über P2O5 im Vakuum bei 80 °C getrocknet 

• m-Chlorperbenzoesäure (m-CPBA): in DCM gelöst über MgSO4 getrocknet und filtriert 

• NaH: mit trockenem Pentan Paraffin-frei gewaschen und im Vakuum getrocknet 

• N-Bromsuccinimid (NBS): aus Wasser umkristallisiert 

• Ozon: für die Dauer der Ozonolyse mit Siemens-Ozonisator [SMITH et al. 1947] erzeugt und 
Ozon-Sauerstoffgemisch vor der Einleitung über Calciumclorid getrocknet 

• Selendioxid: vor der Verwendung über konz. HNO3 sublimiert 

• TEA: über NaH getrocknet und destilliert, über Molsieb gelagert und vor jeder 
Verwendung frisch destilliert 

• Tetraethylammoniumchlorid: über P2O5 im Vakuum bei 80 °C getrocknet 

• Tetraisopropylorthotitanat: im Ölpumpenvakuum umkondensiert 

• Tetralin: über P2O5 getrocknet und destilliert 

Lösemittel für die Syntheseaufarbeitung und die Säulenchromatographie wurden durch 

Destillation am Rotationsverdampfer gereinigt. Trockene (wasserfreie) Lösungsmittel für die 

Synthesen wurden unter unten stehenden Trockenmittel getrocknet und in der Regel direkt vor 

der Verwendung destilliert bzw. kurzzeitig unter Argon über Molsieb gelagert 

[SCHWETLICK et al. 1993; HÜNIG et al. 2006]. Alle Destillationen wurden unter Schutzgas 

durchgeführt. Absolute Lösungsmittel u.a. für Cu(I)-katalysierte Kreuzkupplungen wurden 

durch zusätzliches Entgasen mit Argon hergestellt. Zur Vortrocknung dienten CaCl2, CaSO4, 

MgSO4, K2CO3 oder Molsieb 4 Å. 

• Aceton: CaSO4, K2CO3, Molsieb 3 Å 

• Acetonitril: NaH, P2O5 oder CaH2 

• DCM: CaH2 bzw. P2O5 

• Diethylether: NaK bzw. LAH 

• Diglyme: Na 

• Diisopropylamin: CaH2 

• Dioxan: NaK 

• DMF: CaH2 

• DMSO: CaH2 

• Ethanol: Na 

• Ethylacetat: K2CO3 dann P2O5 

• Methanol: NaH oder Mg 

• Pentan: NaH oder P2O5 

• Petrolether: NaH oder P2O5 

• Pyridin: CaH2 

• Tetrachlorkohlenstoff: P2O5 

• THF: NaK, Rückfluss, Benzophenon 

• Toluol: azotrope Destillation bzw. Natrium 

• Triethylamin: Vortrocknen NaOH; LAH, NaH 
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H.1.1.2 Säulenchromatographie 

Säulenchromatographische Fraktionierungen wurden an Kieselgel (60 Å Porengröße, 32-63 

mesh Partikelgröße) unter Normaldruck oder bei einem Stickstoff-Überdruck von 0.2-0.5 bar 

(Flashchromatographie) durchgeführt. Die als Eluenten verwendeten Lösemittel(gemische) sind 

unter den jeweiligen Versuchsbeschreibungen angegeben. Die Fraktionskontrolle erfolgte durch 

Dünnschichtchromatographie oder Gaschromatographie. 

Silbernitrat-imprägniertes Kieselgel (10wt% AgNO3) wurde durch Aufschlämmen in 

methanolischer AgNO3-Lösung, anschließendes Abrotieren des Lösungsmittel und trocknen im 

Ölpumpenvakuum hergestellt. 

H.1.1.3 Dünnschichtchromatographie 

Dünnschichtchromatographische Analysen wurden auf fertig beschichteten DC-

Aluminiumfolien und DC-Glasplatten mit Kieselgel 60  und Fluoreszenzindikator F254 

durchgeführt. Die Detektion erfolgte unter UV-Licht (λ = 254 nm) sowie mit Hilfe 

unterschiedlicher (Tauch-)Anfärbereagenzien und Erhitzen mit dem Heißluftfön. 

• Sonnenschein-Reagenz: Molybdatophosphorsäure 10% in Ethanol bzw. Methanol 

• Seebach-Reagenz: 2.5 g Molybdatophosphorsäure, 1 g Cer(IV)sulfat in 6 mL konz. 
Schwefelsäure und 94 mL Wasser   

• Kaliumpermanganat: 0,5% in 1N Natronlauge bzw. 0.5 g Kaliumpermanganat und 3 g 
Natriumcarbonat in 100 mL Wasser  

• Anisaldehyd: 1% in 1 mL konz. Schwefelsäure, 1 mL Eisessig und 98 mL Ethanol 

• Ninhydrin: 0.3% in 3 mL Essigsäure und 97 mL n-Butanol  

• Aldehyd-Anfärbereagenz: 1 g 2,4-Dinitrophenylhydrazin in 5 mL Schwefelsäure, 8 mL 
Wasser und 25 mL Ethanol (ketonfrei) 

• Iodkammer: ca. 1 cm Kieselgel,  Oberfläche bedeckt mit elementarem Iod  

H.1.1.4 Naturextrakte 

Methoden zur Gewinnung von Naturextrakten sowie zur Derivatisierung von Naturstoffen in 

Extrakten sind jeweils dort beschrieben. 
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H.1.2 Analytik 

Instrumentelle Analysen von Naturextrakten zur Identifizierung von Naturstoffen sowie von 

Syntheseprodukten zu deren Charakterisierung und von Reaktionsgemischen zur 

Reaktionskontrolle und -verfolgung wurden unter Verwendung folgender Geräte und 

Materialien mit den jeweils angegebenen Einstellungen durchgeführt.  

H.1.2.1 Gaschromatographie und Massenspektrometrie 

Analysen mittels Gaschromatographie-Massenspektrometrie-Kopplung wurden mit 

folgenden GC/MS-Systemen durchgeführt. Niederaufgelöste Massenspektren wurden durch 

Elektronenstoßionisation (EI) bei einer Beschleunigungsspannung von 70 eV aufgenommen. 

Helium diente als Trägergas.  

o 7890A Gaschromatograph / 5975C inert XL MSD Single-Quadrupol-Massenspektrometer 
(Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA) 

GC: Helium flow 35 cm/min; split / splitless inlet, 250 °C; Detector 250 °C; auxiliary 
heater 280 °C;  
MS: source 230 °C, Quadrupol 150 °C, EI 70 eV, scanning mass range m/z 33-433, scan 
speed 3.58 scans/s. 

o GC 8060 Gaschromatograph / MD 800 SQ-Massenspektrometer (Fisons Instruments, 
Ipswich, UK) 

Helium flow 2 mL/min; split / splitless inlet 250 °C, Detector 270 °C. 

o HP 6890 Gaschromatograph (Hewlett-Packard, Palo Alto, CA, USA) / VG 70/250 SE Doppelt-
fokussierendes  Massenspektrometer (Vacuum Generators, Manchester, UK) 
Messungen: Dr. Stephan Franke   

� Low Resolution GC/MS: EI 70 eV, scan: m/z 35-500 in 0.7 s/d; Injektor 270 °C; GC/MS-
Interface 280 °C 

� High Resolution GC/HR-EI-MS (RP: 7.000, 10% above baseline): interner Standard 
Perfluorkerosin (PFK), scan m/z 50-400 in 1.0 s/d 

� Chemical Ionisation GC/CI-MS (RP: 600): Reaktantgas Isobutan 4.3 × 10-5 bar  

Gaschromatographische Analysen mit Flammenionisationsdetektion (GC-FID) wurden mit 

folgenden Geräten durchgeführt. Wasserstoff diente als Trägergas. Die Probenzufuhr erfolgte in 

Lösung durch split / splitless-Injektion.  

o 7890A Gaschromatograph (Agilent Technologies, Santa Clara, CA, USA); inlet 250 °C, 
detector 250 °C,  flow 1.5 mL/min 

o AS GC800 Satochrom Gaschromatograph (Fisons Instruments Ipswich, UK); flow ca. 
2 mL/min  

o HP 5890 und HP 6890 und Gaschromatograph (Agilent Technologies) 

o GC 6000 Vega Series 2 Gaschromatograph (Carlo Erba S.p.A., Milano, Italia)  
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Außerdem wurden folgende Geräte am Fachbereich Chemie der Universität Hamburg (MS-

Abteilung) zur Aufnahme von hochaufgelösten, FAB- und ESI-Massenspektren sowie für HPLC-

Kopplungen genutzt: 

o FAB-MS:  
VG 70 S Massenspektrometer (Vacuum Generators)  
Xenon-FAB Ionisierung, interner Standard m-Nitrobenzylalkohol (m-NBA)  
High Resolution FAB-HR-MS:  interner Standard PEG 300 oder 600 FAB 

o Direkteinlass EI-MS und GC/EI-MS:  
Trace 1300 Gaschromatograph / ISQ LT EI SQ-Massenspektrometer (Thermo Fischer) 
scan: 40-800 m/z 

o EI-HR-MS: 
MAT 311A Massenspektrometer (Varian MAT, Bremen) 

o Direkteinlass ESI-MS  und LC/HR-TOF-MS:  
HPLC 1200 Series / 6224 ESI-TOF (Agilent)  
HPLC eluent flow 0.2 mL/min 
ESI dual ion source (N2, 325°C, 25 L/min, nebulizer 8 psi), polarity positive, Vcap 4000 V, 
fragmentor 220 V, skimmer1 65 V; scan m/z 110-3200 in 0.95 s, RP: 18.000 (FWHM) m/z 
922 

Die Gaschromatographen für GC-FID- und GC/MS-Analysen wurden je nach analytischer 

Fragestellung mit gaschromatographischen Kapillarsäulen (WCOT aus Quarzglas, fused silica) 

mit unterschiedlich polaren stationären Phasen ausgerüstet: 

• HP-1 30 m, 0.32 mm i.d., 0.25 μm film (Agilent J&W GC Colums) 

• HP-5ms 60m, 0.25 mm id, 0.25 µm film (Agilent J&W) 

• HP-5ms UI 60m, 0.25 mm id, 0.25 µm film (Agilent J&W) 

• DB-1 30 m, 0.25 mm i.d. 0.25 μm film (J&W / Varian, Darmstadt, D) 

• DB-5ms 30 m, 0.25 mm i.d., 0.1 µm film (Agilent) 

• DB-5ms 60 m, 0.25 mm i.d., 0.1 µm film (Agilent) 

• DB-heavyWAX, 60 m, 0.25 mm i.d., 0.1 µm film (Agilent) 

• CP-Wax 52 CB, 50 m 0.25 mm i.d., 0.1 µm film (J&W) 

• VF-5ms CP 8944, factor four, 30 m, 0.25 mm i.d., 0,25 μm film (Varian) 

• VF-1ms CP 8912, 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (J&W / Varian) 

• CP-Sil 5 50 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (Varian B.V., Middelburg, The Netherlands) 

• FFAP Permabond 25 m, 0.25 mm i.d., 0.25 μm film (Optima, Macherey-Nagel) 

• CarboWAX 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (Varian) 

• HP-INNOWAX 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (J&W) 

• VF-WAXms 60m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (Agilent J&W) 

• CP-WAX 60 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (Agilent J&W) 
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Tab. 77: Achirale Materialien für stationäre gaschromatographische Phasen. 

Trennflüssigkeiten Säulen-Typ 

100% Dimethylpolysiloxane (PDMS) HP-1, DB-1, CP-Sil 5 

(5%-Phenyl)-dimethylpolysiloxan HP-5, DB-5, VF-5ms 

(50%-Phenyl)-dimethylpolysiloxan VF-1ms 

(14% Cyanopropylphenyl)-dimethylpolysiloxan OV-1701 

Nitroterephthalsäure-modifiziertes PEG FFAP (Free Fatty Acid Phase) 

Polyethylenglycol (PEG) WAX 

Zur enantioselektiven Gaschromatographie wurden Kapillarsäulen mit optisch aktiven 

Trennflüssigkeiten verwendet:   

• FS-Hydrodex® β-6TBDM, Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-
cyclodextrin (6TBS-2,3Me2-βCD) 50% in OV 1701, 25 m, 0.25 mm i.d. (Macherey- Nagel)  

• FS-Hydrodex® β-6TBDE, Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-ethyl)-β-
cyclodextrin (6TBS-2,3Et2-βCD), 25 m, 0.25 mm i.d. (Macherey-Nagel, Düren, D) 

• FS-Hydrodex® β-3P, Heptakis-(2,6-di-O-methyl-3-O-pentyl)-β-cyclodextrin (2,6Me2-3P-
βCD), 25 m, 0.25 mm i.d. (Macherey-Nagel) 

• FS-Lipodex® E, Octakis-(3-O-butyryl-2,6-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin (3Bc-2,6P2-γCD), 25 m, 
0.25 mm i.d. (Macherey-Nagel) 

• FS-Lipodex® G, Octakis-(6-O-methyl-2,3-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin (6Me-2,3P2-γCD), 
25 m, 0.25 mm i.d. (Macherey-Nagel) 

• CP-Chirasil-Dex® CB, ß-Cyclodextrin, Dimethylpolysiloxan-gebunden, 25 m, 0.25 mm i.d., 
0.25 µm film (Varian, Lake Forest, USA)  

• γ-DEX™ 225, Octakis-(2,3-di-O-acetyl-6-O-tert-butyldimethylsilyl)-γ-cyclodextrin, 25% in 
SPB-20 poly (20% phenyl / 80% dimethylsiloxane) phase, non-bonded, 30 m, 0.25 mm 
i.d., 0.25 µm film (Supelco, USA) 

• CycloSil-B®, Heptakis-(6-O-t-butyl dimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-ß-cyclodextrin, 30% in 
DB-1701, 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film (J&W Scientific, USA)   

• Nicht kommerzielle WOCT-fused silica Kapillarsäulen, 25m, 0.25 mm i.d., beladen mit 
jeweils 50% optisch aktiver Komponente (AK Prof. W. König, Institut für Organische 
Chemie, Universität Hamburg) [KÖNIG 1992]: 

� Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin in OV 1701 
(6TBS-2,3Me2-βCD) 

� Heptakis-(2,6-di-O-methyl-3-O-pentyl)-β-cyclodextrin (2,6Me2-3P-βCD) in OV-1701  
� Heptakis-(2,3-di-O-acetyl-6-O-tert-butyldimethylsilyl)-β-cyclodextrin in PS 086  

(6TBS-2,3Ac2-βCD) 
� Octakis-(6-O-methyl-2,3-O-dipentyl)-γ-cyclodextrin (6Me-2,3P2-γCD) in OV-1701  
� Octakis-(3-O-butyryl-2,6-di-O-pentyl)-γ-cyclodextrin (3Bc-2,6P2-γCD) in OV-1701.  

Kováts- (KI) [KOVÁTS 1958] bzw. Lineare Retentionsindices (RI) wurden anhand von 

Referenzmessungen von Alkan-Standards C8-C30 berechnet. 
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Die Steuerung der Geräte sowie die Auswertungen von FID- und TIC-Chromatogrammen 

sowie der Massenspektren erfolgten mit Hilfe folgender Software und Datenbanken: 

• MSD ChemStation E.02.02.1431 (Agilent) 

• MassLynx 3.2 (Micromass Ltd., Machester UK) 

• MassFinder 4.25 (Hochmuth Scientific Consulting, Hamburg) 

• ChromStar V4.06 und V6.0 (SCPA, Weyhe-Leeste,D) 

• NIST MS Search 2.0 f (NIST, FairCom Corporation) 

• Wiley 9th Edition (John Wiley & Sons, Inc., NJ, USA). 

• NIST 2008 MS Library (The National Institute of Standards and Technology NIST, 
Gaithersburg, USA) 

• MassLib V9.3-106 (Max-Plack-Institut für Kohlenforschung und MSP Kofel) und 
eingebettete Datenbanken: u.a. NIST MS/MS, NIST 05, NIST 02; Wiley 4thEd; 
Sesquiterpenkhlenwasserstoffe (König/Joulain-Atlas); Food Volatiles 1st Ed. (TNO Zeist); 
Muelheim New 2006 (MPI Mülheim); CC-Library, MRC Collection (Chemical Concepts) 

Die Massenspektren sind als dimensionsloses Verhältnis von Massenzahl (u) zu Ladungszahl 

m/z [1] gegen die Intensität, normiert auf das intensivste Signal (Basepeak), dargestellt 

[MURRAY et al. 2013]. In der Auflistung der Daten kennzeichnet „M+“ das Molekülion.  

H.1.2.2 Kernresonanzspektroskopie 

NMR-Spektren wurden an folgenden Geräten bei einer Messtemperatur von 20 °C 

aufgenommen (Messungen: NMR-Abteilung, Institut für Organische Chemie, Universität 

Hamburg).  

o AVANCE III HD 600 MHz NMR-Spektrometer, (Bruker Biospin, Rheinstetten, D) 

o DRX 500 MHz NMR-Spektrometer: 500 MHz 1H-NMR 125.8 MHz 13C-NMR (Bruker) 

o AVANCE 400 MHz NMR-Spektrometer: 400 MHz 1H-NMR, 100.6 MHz 13C-NMR (Bruker)  

o AMX 400 MHz NMR-Spektrometer: 400 MHz 1H-NMR, 100.6 MHz 13C-NMR (Bruker) 

Als interner Standard diente Tetramethylsilan (TMS, δ ≡ 0 ppm]. Alternativ wurde auf das 

Signal des verwendeten Lösemittels kalibriert (in den 1H-Spektren auf das Signal des als 

„Kontaminaten“ enthaltenen H1-Isotopomers, in den 13C-Spektren auf das Signal des 

perdeuterierten Lösemittels) [GOTTLIEB et al. 2013] (Tab. 78). Die Zuordnung der Signale erfolgte 

mit Hilfe der 13C-pendant, 1H,1H-COSY-, HSQC- und HMBC-Spektren, die Aufklärung von 

Raumstrukturen und Doppelbindungskonfigurationen mit Hilfe von NOESY-Experimenten 

[BREITMAIER & BAUER 1977; FRIEBOLIN 1992; GÜNTHER 1992]. Die Zuordnungen sind mit 

chemischer Verschiebung δ in [ppm] der Signalschwerpunkte, Signalmultiplizitäten (s. 

Abkürzungsverzeichnis) und Kopplungskonstanten J in [Hz] angegeben. 
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Tab. 78: Spektrenkalibrierung: Chemische Verschiebungen der Signale der verwendeten 
deuterierten Lösemittel, Multiplizität in Klammern. 

H1-Isotopomer δ (1H) [ppm] per-D-Lsm. δ (13C) [ppm] 

CHCl3 7.26 (s) CDCl3 77.16 (t) 

C6HD5 7.16 (s) C6D6 128.06 (t) 

CHD2OD 3.31 (quin) CD3OD 49.00 (sept) 

CHD2COCD3 2.05 (quin) (CD3)2CO 29.84 (sept) 

CHD2SOCD3 2.50 (quin) (CD3)2SO 39.52 (sept) 

Zur Auswertung der Spektren wurde folgende Software verwendet: 

• ACD/NMR Processor 12.01 (Advanced Chemistry Development Inc.,  

• MestRe-C bzw. MestReNova 7.1.0 (Mestrelab Research, Santiago de Compostela, 
España) 

• 1D- und 2D-WinNMR 6.1 (Bruker).  

H.1.2.3 Röntgenstrukturanalyse 

Kristall- (bzw. Röntgen-, X-ray) Strukturanalysen wurden durchgeführt am Fachbereich 

Chemie der Universität Hamburg in der Arbeitsgruppe von Prof. J. Kopf an einem SMART APEX 

CCD 3-Kreis-Einkristalldiffraktometer (Bruker AXS, Karlsruhe, D). Die Messungen erfolgten bei 

einer Temperatur von T = 153 K (Cryostream-Stickstoffstrom-Kühlung, Oxford Cryosystems) 

unter Verwendung einer Molybdän-Anode (Incoatec Microfocus Source IµSTM) mit Strahlung 

der charakteristischen Kα-Wellenlänge λ = 0.71073 Å. 

H.1.2.4 Drehwertbestimmung 

Die Spezifische Drehung optisch aktiver Substanzen wurden in Chloroform bei 20 °C oder 

25 °C in Küvetten mit einer optischen Weglänge von d = 1 dm für monochromatische Strahlung 

der Wellenlängen der Emissionslinien von Natrium, λ = 589 nm, bzw. Quecksilber, λ = 546 nm, 

bestimmt. Die Konzentrationen der Probenlösungen c [g/100 mL] werden dimensionslos 

angegeben. Die gemessenen Drehwerte wurden nach dem Biot-Gesetz in Spezifische Drehwinkel 

[α]λ
T umgerechnet und wie üblich in [°] anstelle von [°�mL�g-1�dm-1] angegeben. 

o Polarimeter 341, Perkin-Elmer, Shelton, CT, USA 

o P8000 Polarimeter, A. Krüss Optronic GmbH, Hamburg, D 

o Modular Compact Polarimeter MCP 100, Anton Paar Germany GmbH, Ostfildern 

H.1.2.5 Schmelzpunktbestimmung 

Schmelzpunkte wurden mit einem APOTEC Schmelzpunktapparat, Kleinfeld Labortechnik 
(Gehrden, D), bestimmt. 
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H.2 Mandelsamenwespe (Eurytoma amygdali) 

H.2.1 Übersicht 

H.2.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 

#80 Linolsäureethylester [Sigma-Aldrich] 

#83 Linolensäureethylester [Sigma-Aldrich] 

#86 n-Pentylbromid [Merck] 

#88 n-Heptylbromid [Merck] 

H.2.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen  

#81 (9Z,12Z)-Octadeca-9,12-dien-1-ol, Linolylalkohol 
#82 (9Z,12Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12-dien, Linolyltosylat 

Ea.1 (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien 

Ea.2 (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien 

#84 (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-trien-1-ol, Linolenylalkohol 

#85 (9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12,15-trien, Linolenyltosylat 

Ea.3 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien 

Ea.4 (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien 

H.2.2 Synthesen 

H.2.2.1 (9Z,12Z)-Octadeca-9,12-dien-1-ol, Linolylalkohol  (#81) 

Eine Suspension von 409 mg (10.8 mmol) LiAlH4 in 20 mL 

trockenem Diethylether wurde unter Argon-Atmosphäre auf    

-20 °C gekühlt. Eine Lösung von 2.00 mL (1.752 g, 5,68 mmol, 

308.50 g/mol, 0.876 g/mL) Linolsäureethylester (#80) in 10 mL trockenem Et2O wurde 

zugetropft und das Reaktionsgemisch unter Erwärmung auf Raumtemperatur für 6 h gerührt. 

Bei einer Temperatur von 0 °C wurden anschließend zur Hydrolyse des gebildeten 

Alkoxyaluminats und nicht umgesetzten Hydrids langsam 1.3 mL (72 mmol H2O) einer 2N 

NaOH-Lsg zugegeben. Das Gemisch wurde 4 h bei RT gerührt und dann über Magnesiumsulfat 

getrocknet. Der weiße grobkörnige Niederschlag über Celite ® abfiltriert und mehrmals mit 

Diethylether gewaschen. Nach Entfernen des Lösungsmittels und Trocknen des Rohprodukts im 

Vakuum wurden 1.468 g (5.51 mmol, 97%) (9Z,12Z)-Octadeca-9,12-dien-1-ol (#81) als farbloses 

Öl erhalten. 

M [C18H34O] = 266.47 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (t, 3H, 
3
J=6.9 Hz, CH3), 1.26-

1.42 (m, 16H, 8×CH2), 1.57 (tt, 2H, 
3
J=7.2, 6.7 Hz, CH2CH2OH), 2.05 (dt, 4H, 

3
J=7.0, 6.8 Hz, 

2×=CHCH2CH2), 2.77 (dd, 2H, 
3
J=6.5, 6.5 Hz, =CHCH2CH=), 3.64 (t, 2H, 

3
J=6.7 Hz, CH2OH), 5.29-5.43 

(m, 4H, 4×=CH). 
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.22 (9, C18), 22.72/25.88/29.38/29.49/ 

29.54/29.64/29.79/31.68 (8t, C3-7/C15-17), 25.77 (t, C11), 27.36 (t, C8/C14), 32.94 (t, C2), 63.22 (t, 

C1), 128.06/128.14 (2d, C10/C12), 130.26/13035 (2d, C9/C13). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (5), 41 (62, C3H5
+
), 42 (7), 43 (21), 44 (3), 53 (12), 54 

(33), 55 (59, C5H7
+
), 56 (6), 57 (10), 65 (10), 66 (10), 67 (100), 68 (38), 69 (27), 70 (5), 71 (6), 77 (15), 

78 (5), 79 (50), 80 (27), 81 (64, C6H9
+
), 82 (43), 83 (13), 84 (3), 85 (3), 91 (11), 93 (16), 94 (10), 95 

(36), 96 (26), 97 (8), 98 (6), 107 (8), 108 (5), 109 (12), 110 (12, C8H14
+
), 111 (4), 121 (10), 122 (3), 123 

(5), 124 (5), 135 (5), 266 (1.5, M
+
). 

H.2.2.2 (9Z,12Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12-dien (#82) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 1.025 g (3.85 mmol) 

Linolylalkohol (#81), 20 mg (0.16 mmol) DMAP und 0.80 mL 

(584 mg, 5.77 mmol) TEA in 60 mL DCM vorgelegt. Die Lösung 

wurde auf -20  C gekühlt, portionsweise mit 860 mg (4.51 mmol) p-Toluolsulfonylchlorid 

versetzt und bei Raumtemperatur 4 h gerührt. Anschließend wurde das Lösungsmittel im 

Vakuum fast vollständig entfernt und der Rückstand mit 30 mL Et2O aufgenommen. Das Gemisch 

wurde dreimal mit jeweils 15 mL ges. NaHCO3- und zweimal mit 15 mL ges. NaCl-Lösung 

gewaschen, die organische Phase über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Die 

säulenchromatographische Reinigung an Silica mit einem Gemisch von PE 35-50 und EE in 

einem Verhältnis von 15:1 als Laufmittel lieferte 1.505 g (3.58 mmol, 93%) (9Z,12Z)-1-(p-

Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12-dien (#82) als farbloses Öl.  

M [C25H40O3S] = 420.65 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3H, 
3
J=7.0 Hz, CH3), 1.19-

1.40 (m, 16H, 8×CH2), 1.63 (tt, 2H, 
3
J=7.0, 7.0 Hz, CH2CH2OH), 2.00-2.08 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2), 2.49 

(s, 3H, PhCH3), 2.77 (dd, 2H, 
3
J=6.2, 6.2 Hz, =CHCH2CH=), 4.01 (t, 2H, 

3
J=6.5 Hz, CH2O), 5.29-5.42 (m, 

4H, 4×=CH), 7.34 (d, 2H, 
3
J=8.4 Hz, 2×m-CarH), 7.99 (d, 2H, 

3
J=8.4 Hz, 2×o-CarH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.51 (q, C18), 22.07 (q, CarCH3), 

23.01/26.05/29.23/29.57/29.72/29.77/30.02/31.95 (9t, C2-7/C15-17), 25.75 (t, C11), 27.63/27.61 

(2t, C8/C14), 71.10 (t, C1), 128.23/128.36 (2d, 2×o-Car), 128.30/128.48 (2d, C10/C12), 

130.10/130.36 (2d, 2×m-Car), 130.46/130.67 (2d, C9 und C13), 135.35 (s, SO2Car), 145.04 (s, p-Car). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (5), 41 (45, C3H5
+
), 42 (5), 43 (18), 44 (6), 53 (8), 54 (29), 

55 (55, C4H7
+
), 56 (6), 57 (14), 65 (21), 66 (12), 67 (100), 68 (32), 69 (30), 70 (4), 71 (7), 77 (16), 78 

(9), 79 (63), 80 (48), 81 (62, C6H9
+
), 82 (46), 83 (15), 85 (3), 89 (4), 90 (4), 91 (68, C7H7

+
), 92 (11), 93 

(30), 94 (18), 95 (39), 96 (35), 97 (10), 105 (4), 107 (18), 108 (15), 109 (17), 110 (20, C8H14
+
), 111 (5), 

121 (26), 122 (10), 123 (9), 124 (15), 135 (20), 136 (9), 137 (5), 138 (8), 149 (9), 150 (8), 152 (5), 155 

(18), 163 (6), 164 (5), 166 (3), 172 (4), 173 (11), 177 (4), 191 (3), 207 (9), 248 (13), 249 (3), 420 (5, 

M
+
). 
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H.2.2.3 (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) 

In einem Zweihals-N2-Kolben mit Septum und 

Rückflusskühler mit Überdruckventil wurden unter 

Argon-Atmosphäre 165 mg (6.78 mmol) 

Magnesium-Späne durch Rühren mit 2 Kristallen Iod aktiviert. Zur Herstellung der GRIGNARD-

Lösung wurden 20 mL trockenes Tetrahydrofuran und 0.70 mL (854 mg, 5.65 mmol) 

n-Pentylbromid (#86) so langsam durch das Septum zugefügt, dass das Lösungsmittel gelinde 

siedete. Anschließend wurde bei Raumtemperatur 4 h lang gerührt. 

Zur C-C-Kupplung wurden ca. 10 mg (0.05 mmol) über P2O5 im Vakuum getrocknetes 

Kupfer(I)iodid und 475 mg (1.13 mmol) Linolyltosylat (#82) unter Argon-Atmosphäre in 20 mL 

trockenem THF vorgelegt. Das Gemisch wurde auf -90 °C gekühlt und die GRIGNARD-Lösung über 

einen Zeitraum von 15 min durch ein Septum zugetropft. Anschließend wurde über Nacht 

langsam erwärmt, wobei sich das Reaktionsgemisch tief schwarz färbte. Überschüssiges 

GRIGNARD-Reagenz wurde bei 0 °C durch vorsichtige Zugabe von 10 mL einer gesättigten NH4Cl-

Lösung hydrolysiert. Anschließend wurde die wässrige Phase mit NaCl ausgesalzen und die 

organische Phase mit 15 mL Et2O verdünnt, abgetrennt, mit je 10 mL ges. NH4Cl-, ges. NaHCO3- 

und ges. NaCl-Lösung gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Die 

säulenchromatographische Reinigung über Silica mit PE 35-50 als Laufmittel lieferte 304 mg 

(0.95 mmol, 84%, 76% ü. 3 Stufen) (6Z,9Z)-Tricosa-6,9-dien (Ea.1) als klares farbloses Öl. 

M [C23H44] = 320.60 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88/0.89 (2t, 6H, 
3
J=6.9/6.6 Hz, 

2×CH3), 1.22-1.39 (m, 28H, 14×CH2), 2.05 (2dt, 4H, 
3
J=7.3, 6.8 Hz, 2×=CHCH2CH2), 2.78 (dd, 2H, 

3
J=6.8, 6.8 Hz, =CHCH2CH=), 5.30-5.42 (m, 4H, 4×=CH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.23/14.78 (2q, C1/C23), 22.74/22.85 (2t, 

C2/C22), 25.79 (t, C8), 27.36/27.40 (2t, C5/C11), 29.49/29.52/29.72/29.81/29.84/31.69/32.09 (12t, 

C3-4/C12-21), 128.09 (2t, C7/C9), 130.35 (2t, C6/C10). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (46), 42 (6), 43 (43), 52 (1), 53 (8), 54 (38), 55 (61), 

56 (8), 57 (25), 58 (1), 65 (6), 66 (7), 67 (100), 68 (51), 69 (40), 70 (7), 71 (9), 77 (10), 78 (2), 79 (32), 

80 (21), 81 (88), 82 (81), 83 (33), 84 (4), 85 (5), 91 (6), 92 (2), 93 (8), 94 (5), 95 (66), 96 (77), 97 (27), 

98 (3), 103 (1), 105 (1), 107 (2), 108 (1), 109 (33), 110 (44), 111 (12), 112 (2), 121 (2), 122 (1), 123 

(19), 124 (21), 125 (4), 136 (1), 137 (8), 138 (11), 139 (1), 151 (4), 152 (4), 165 (2), 166 (3), 179 (1), 

180 (2), 193 (1), 194 (2), 222 (3), 250 (1), 320 (12, M+), 321 (4). 

H.2.2.4 (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-dien (Ea.2) 

Die Synthese von (6Z,9Z)-Pentacosa-6,9-

dien (Ea.2) erfolgte analog der Synthese von 

Ea.1 durch Cuprat-Kupplung von 827 mg 

(1.97 mmol) Linolyltosylat in 20 mL THF mit n-Heptylmagnesiumbromid (#89), bereitet aus 

1
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189 mg (7.75 mmol) Magnesium-Spänen und 0.80 mL (912 g, 5.1 mmol) n-Heptylbromid (#88) 

in 20 mL THF. Die säulenchromatographische Reinigung über Silica mit PE 35-50 als Laufmittel 

lieferte 612 mg (1.76 mmol, 89%, 80% ü. 3 Stufen) Ea.2 als farbloses Öl.  

M [C25H48] = 348.66 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88/0.89 (2t, 6H, 
3
J=6.9/6.2 Hz, 

2×CH3), 1.22-1.33 (m, 28H, 14×CH2), 1.30-1.39 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2), 2.05 (2dt, 4H, 
3
J=6.9, 6.9 Hz, 

2×=CHCH2CH2), 2.78 (dd, 2H, 
3
J=6.6, 6.6 Hz, =CHCH2CH=), 5.29-5.42 (m, 4H, 4×=CH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.23/14.28 (2q, C1/C23), 22.74/22.85 (2t, 

C2/C24), 25.79 (t, C8), 27.36/27.40 (2t, C5/C11), 29.49/29.52/29.72/29.81/29.85 (12t, C4/C12-22), 

31.69/32.09 (2t, C3/C23), 128.09 (2t, C7/C9), 130.34/130.35 (2t, C6/C10). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (42), 42 (6), 43 (47), 50 (1), 51 (1), 53 (6), 54 (37), 55 (59), 

56 (9), 57 (31), 58 (2), 65 (5), 66 (7), 67 (100), 68 (52), 69 (41), 70 (7), 71 (11), 72 (1), 77 (7), 78 (2), 

79 (31), 80 (21), 81 (90), 82 (81), 83 (38), 84 (5), 85 (6), 91 (6), 92 (1), 93 (8), 94 (5), 95 (67), 96 (83), 

97 (29), 98 (3), 99 (1), 107 (3), 108 (2), 109 (33), 110 (47), 111 (12), 112 (2), 121 (2), 122 (2), 123 

(19), 124 (24), 125 (5), 126 (1), 136 (1), 137 (11), 138 (12), 139 (2), 150 (1), 151 (4), 152 (4), 153 (1), 

154 (1), 165 (1), 166 (3), 179 (1), 180 (2), 181 (1), 193 (1), 194 (2), 221 (1), 222 (2), 236 (1), 250 (3), 

264 (1), 348 (11, M+), 349 (4). 

H.2.2.5 (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-trien-1-ol, Linolenylalkohol (#84) 

Die Reduktion von 985 mg (3.21 mmol, 306.48 g/mol) 

Linolensäureethylester (#83) mit 190 mg (5.0 mmol) 

Lithiumaluminiumhydrid in 20 mL trockenem Diethylether 

ergab der Vorschrift zur Darstellung von #81 folgend 781 mg (2.95 mmol, 92%) (9Z,12Z,15Z)-

Octadeca-3,6,9-trien-1-ol (#84) als farbloses Öl. 

M [C18H32O] = 264.45 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.97 (t, 3H, 
3
J=7.7 Hz, CH3), 1.26-

1.39 (m, 10H, 5×CH2), 1.56 (tt, 2H, 
3
J=7.3/6.7 Hz, CH2CH2O), 2.02-2.12 (m, 4H, 2×=CHCH2-sp

3
C), 2.81 

(2dd, 4H, 
3
J=6.7/6.7 Hz, 2×=CHCH2CH=), 3.63 (t, 2H, 

3
J=6.7 Hz, CH2O), 5.28-5.43 (m, 6H, 6×=CH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.43 (q, C18), 20.27/27.38 (2t, C17/C8), 25.67 (t, 

C3), 25.76/25.88 (2t, C11/C14), 29.38/29.54/29.64/29.77 (4t, C4-7), 32.94 (t, C2), 63.22 (t, C1), 

127.26 (d, C15), 127.82 (d, C10), 128.41 (2d, C12/C13), 130.48 (d, C9), 132.11 (d, C16). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 41 (50), 42 (4), 43 (15), 53 (9),54 (9), 55 (36), 56 (3), 57 (5), 

65 (7), 66 (9), 67 (54), 68 (11), 69 (13), 77 (20), 78 (15), 79 (100, C8H7
+
), 80 (48), 81 (31), 82 (13), 83 

(5), 91 (37), 92 (8), 93 (47), 94 (19), 95 (38), 96 (8), 97 (3), 105 (10), 106 (3), 107 (14), 108 (35, 

C8H12
+
), 109 (9), 119 (4), 121 (12), 122 (6), 135 (7), 136 (3), 149 (3, C11H17

+
), 151 (0),4), 163 (1), 177 

(0.4), 208 (3, M
+
-56), 221 (0.3), 235 (1), 264 (1, M

+
). 
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H.2.2.6 (9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12,15-trien  (#85) 

Entsprechend der Vorschrift für #82 erfolgte die 

Darstellung von (9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)-

octadeca-9,12,15-trien (#85) ausgehend von 592 mg 

(2.24 mmol) Linolenylalkohol. Die Umsetzung mit 519 mg (2.72 mmol) p-Toluolsulfonylchlorid, 

0.5 mL (365 mg, 3.61 mmol) TEA und 25 mg (0.20 mmol) DMAP in 40 mL DCM lieferte nach 

säulenchromatographischer Reinigung 907 mg (2.17 mmol, 97%) #85 als farbloses Öl. 

M [C25H38O3S] = 418.63 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.97 (t, 3H, 
3
J=7.6 Hz, CH3), 1.20-

1.36 (m, 10H, 5×CH2), 1.63 (tt, 2H, 
3
J=7.4, 6.6 Hz, CH2CH2O), 2.00-2.11 (m, 4H, =CHCH2-sp

3
C), 2.45 

(s, 3H, PhCH3); 2.78-2.82 (m, 4H, 2×=CHCH2CH=), 4.02 (t, 2H, 
3
J=6.6 Hz, CH2O), 5.28-5.43 (m, 6H, 

6×=CH), 7.34 (d, 2H, 
3
J=8.1 Hz, 2×m-CarH), 7.79 (d, 2H, 

3
J=8.4 Hz, 2×o-CarH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.42 (q, C18), 20.70 (t, C17), 21.77 (q, C7’), 

25.47/25.68/25.76 (3t, C3/C11/C14), 27.34 (t, C8), 28.96 (t, C2), 29.05/29.27/29.43/29.71 (4t, C4-

7), 70.81 (t, C1), 127.25 (d, C15), 127.89 (d, C10), 127.94/128.04 (2d, 2×o-Car), 128.38/128.44 (2d, 

C12 und C13), 129.82/130.04 (2d, 2×m-Car), 130.39 (d, C9), 132.12 (d, C16), 133.43 (s, SO2Car), 

144.75 (s, p-Car) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (38), 42 (4), 43 (34), 51 (1), 52 (1), 53 (6), 54 (10), 

55 (35), 56 (4), 57 (22), 58 (1), 65 (6), 66 (10), 67 (63), 68 (14), 69 (20), 70 (3), 71 (9), 72 (1), 77 (16), 

78 (17), 79 (100), 80 (62), 81 (37), 82 (24), 83 (16), 84 (2), 85 (6), 91 (21), 92 (6), 93 (38), 94 (21), 95 

(52), 96 (19), 97 (10), 98 (1), 99 (1), 103 (1), 104 (1), 105 (7), 106 (4), 107 (16), 108 (73), 109 (17), 

110 (5), 111 (3), 112 (1), 115 (1), 117 (1), 119 (2), 120 (2), 121 (15), 122 (9), 123 (6), 124 (3), 125 (1), 

133 (1), 134 (1), 135 (11), 136 (6), 137 (3), 138 (2), 149 (5), 150 (1), 151 (1), 152 (1), 163 (2), 164 (1), 

165 (1), 166 (1), 177 (1), 180 (1), 194 (1), 262 (8), 263 (2), 264 (2), 265 (1), 289 (1), 318 (3, M+), 319 

(1), 320 (1). 

H.2.2.7 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien  (Ea.3) 

Zur Synthese von (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien 

(Ea.3) wurden analog der Synthese von Ea.1 

305 mg (0.73 mmol in 15 mL THF) Linolenyltosylat 

Cu
+I-katalysiert (10 mg, 0.05 mmol CuI) mit dem GRIGNARD-Reagenz von 341 mg (2.26 mmol)  

n-Pentylbromid (#86) in 10 mL THF umgesetzt. Die säulenchromatographische Reinigung über 

Silica mit PE 35-50 als Laufmittel lieferte 201 mg (0.63 mmol, 86%, 77% ü. 3 Stufen) (3Z,6Z,9Z)-

Tricosa-3,6,9-trien (Ea.3) als farbloses Öl. 

M [C23H44] = 320.60 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3H, 
3
J=6.8 Hz, CH2CH2CH3), 

0.98 (t, 3H, 
3
J=7.6 Hz, CH3CH2CH=), 1.23-1.38 (m, 22H, 11×CH2), 2.03-2.12 (m, 4H, =CHCH2-sp

3
C), 

2.81 (2dd, 4H, 
3
J=5.8/5.8 Hz, 2×=CHCH2CH=), 5.29-5.42 (m, 6H, 6×=CH). 

OTs1
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.28/14.43 (2q, C1/C23), 20.71 (t, C2), 22.85 (t, 

C22), 25.69/25.78 (2t, C5/C8), 27.42 (t, C11), 29.49/29.52/29.71/29.81/32.09 (10t, C12-21), 127.28 

(d, C4), 127.77 (d, C9), 128.40/128.45 (2d, C6/C7), 130.57 (d, C10), 132.11 (d, C3). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (1), 41 (39), 42 (4), 43 (42), 51 (1), 52 (1), 53 (6), 54 (12), 

55 (41), 56 (6), 57 (28), 58 (1), 65 (5), 66 (10), 67 (65), 68 (18), 69 (23), 70 (4), 71 (12), 72 (1), 77 

(15), 78 (17), 79 (100), 80 (61), 81 (41), 82 (31), 83 (21), 84 (2), 85 (8), 86 (1), 91 (21), 92 (7), 93 (40), 

94 (23), 95 (56), 96 (25), 97 (14), 98 (2), 99 (1), 103 (1), 104 (1), 105 (6), 106 (4), 107 (17), 108 (81), 

109 (23), 110 (8), 111 (5), 112 (1), 115 (1), 117 (1), 119 (2), 120 (3), 121 (18), 122 (11), 123 (9), 124 

(5), 125 (3), 127 (1), 133 (1), 134 (1), 135 (14), 136 (7), 137 (4), 138 (3), 139 (1), 149 (5), 150 (2), 151 

(2), 152 (1), 154 (1), 163 (2), 164 (1), 166 (1), 180 (1), 194 (1), 205 (1), 221 (1), 222 (1), 250 (1), 264 

(1), 290 (6), 291 (1), 292 (3), 303 (1), 317 (1), 318 (1), 346 (2, M+), 347 (1), 348 (2). 

H.2.2.8 (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien   (Ea.4) 

Die Synthese von (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-

3,6,9-trien (Ea.4) erfolgte wie für Ea.1 

beschrieben durch Cu
+
I-katalysierte (10 mg, 

0.05 mmol) Kupplung von Linolenyltosylat (463 mg, 1.33 mmol in 20 mL THF) mit dem 

GRIGNARD-Reagenz von 532 mg (2.97 mmol) n-Heptylbromid (#88) in 6 mL THF. Nach 

säulenchromatographischer Reinigung über Silica mit PE 35-50 als Laufmittel wurden 406 mg 

(1.17 mmol, 88%, 79% ü 3 Stufen) (3Z,6Z,9Z)-Pentacosa-3,6,9-trien (Ea.4) als farbloses Öl 

erhalten.  

M [C25H46]= 346.64 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3H, 
3
J=6.9 Hz, CH2CH2CH3), 

0.98 (t, 3H, 
3
J=7.6 Hz, CH3CH2CH=), 1.22-1.33 (m, 24H, 12×CH2 C13-C24), 1.32-1.40 (m, 4H, 

2×=CHCH2CH2), 2.03-2.11 (m, 4H, =CHCH2-sp
3
C), 2.81 (2dd, 4H, 

3
J=5.8/5.8 Hz, 2×=CHCH2CH=), 5.29-

5.43 (m, 6H, 6×=CH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.28 (q, C25), 14.43 (2q, C1), 20.71 (t, C2), 22.85 

(t, C24), 25.69/25.78 (2t, C5/C8), 27.42 (t, C11), 29.49/29.52/29.72/29.82/29.84/29.85 (11t, C12-

22), 32.09 (t, C23), 127.28 (d, C4), 127.77 (d, C9), 128.40/128.45 (2d, C6/C7), 130.58 (d, C10), 

132.11 (d, C3). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (22), 43 (27), 53 (4), 54 (6), 55 (24), 57 (17), 65 (3), 66 (9), 67 

(50), 68 (12), 69 (18), 71 (11), 77 (11), 78 (21), 79 (100), 80 (65), 81 (32), 82 (21), 83 (12), 85 (5), 91 

(14), 92 (5), 93 (32), 94 (19), 95 (30), 96 (15), 97 (8), 105 (5), 106 (3), 107 (17), 108 (97), 109 (19), 

110 (5), 111 (4), 121 (18), 122 (11), 123 (6), 124 (3), 135 (12), 136 (7), 149 (5), 163 (2), 177 (1), 180 

(1), 194 (1), 208 (1), 222 (1), 236 (1), 247 (0.5), 261 (1), 290 (6), 291 (1), 292 (2), 303 (0.5), 317 (1), 

346 (1). 

16
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H.3 Eichenminiermotte (Tischeria ekebladella) 

H.3.1 Übersicht 

H.3.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 

#108  Linolensäuremethylester, 

       (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-triensäuremethylester  [Aldrich] 

#118 Stearidonsäuremethylester, 

       (6Z,9Z,12Z,15Z)-Octadeca-6,9,12,15-tetraensäuremethylester [Larodan] 

#121 (7Z,10Z,13Z)-Hexadeca-7,10,13-triensäuremethylester [Larodan] 

#122 (8Z,11Z,14Z)-Heptadeca-8,11,14-triensäuremethylester [Larodan] 

#123 (10Z,13Z,16Z)-Nonadeca-10,13,16-triensäuremethylester [Larodan] 

#109 1-Brompent-4-en  [TCI] 

#111 1-Brom-2-penten [Aldrich] 

#115 (3EZ)-Pent-3-ensäuremethylester [Aldrich] 

#124 1-Brombutan [Merck] 

#86 1-Brompentan [Merck] 

#125 1-Bromhexan [Merck] 

#88 1-Bromheptan [Fluka] 

#131 Pent-1-in [Merck] 

H.3.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen  

Te.7 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen ω1 

Te.8 (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen ω2 

Te.9 (3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen ω3 

Z-Te.10 (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen ω4 

E-Te.10 (3Z,6Z,9Z,19E)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen 

Z-Te.11 (3Z,6Z,9Z,18Z)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen ω5 

E-Te.11 (3Z,6Z,9Z,18E)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen  

Z-Te.12 (3Z,6Z,9Z,17Z)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen ω6 

Z-Te.13 (3Z,6Z,9Z,16Z)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen ω7 

Te.6 (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen ω11 

Te.1 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien  
Te.2 (3Z,6Z,9Z)-Nonacosa-3,6,9-trien 

#84 Linolenylalkohol, (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-trien-1-ol   
#85 Linolenyltosylat,  

       (9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-9,12,15-trien  

#119 Stearidylalkohol, (6Z,9Z,12Z,15Z)-Octadeca-6,9,12,15-tetraen-1-ol 

#120 Stearidyltosylat,  

       (6Z,9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-6,9,12,15-tetraen 

#130 Linolenylmesylat, (9Z,12Z,15Z)-1-(Methansulfonyloxy)octadeca-9,12,15-trien 

#132 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien-19-in  

#133 Linolenylaldehyd, (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-trienal 

#116 (3EZ)-Pent-3-en-1-ol 

#117 (3EZ)-1-(Methansulfonyloxy)pent-3-en 

#113 (3EZ)-1-Brompent-3-en 

#87 n-Pentylmagnesiumbromid  

#126 n-Butyltriphenylphosphoniumbromid  

#127 n-Pentyltriphenylphosphoniumbromid 

#128 n-Hexyltriphenylphosphoniumbromid 

#129 n-Heptyltriphenylphosphoniumbromid  
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H.3.2 Allgemeine Arbeitsvorschriften  

AAV 1 – Cuprat-Kupplung 

Unter Argon-Atmosphäre werden 0.05 mmol (0.1 eq., M 190.45 g/mol) über P2O5 bei 60 °C im 

Vakuum getrocknetes Kupfer(I)iodid vorgelegt und 0.50 mmol Fettalkoholtosylat gelöst in 

15 mL wasser- und sauerstofffreiem THF zugegeben. Das Gemisch wird auf -90 °C gekühlt und 

durch ein Septum tropfenweise innerhalb von 30 min mit einer frisch bereiteten GRIGNARD-

Lösung aus 0.50 mmol 1-Bromalkan und 20 mg (0.82 mmol) Magnesium-Spänen in 10 mL THF 

versetzt. Die sich schwarz färbende Reaktionslösung wird über 6 h auf Raumtemperatur 

erwärmt und weitere 10 h gerührt. Anschließend wird auf 0 °C abgekühlt und durch Eintragen 

in 30 mL 0 °C kalte gesättigte Ammoniumchlorid-Lösung hydrolysiert. Die gelbe organische 

Phase wird abgetrennt und die wässrige dreimal mit je 20 mL Diethylether extrahiert. Die 

vereinigten organischen Phasen werden dreimal mit je 10 mL gesättigter Ammoniumchlorid-

Lösung, jeweils einmal mit je 10 mL gesättigter Natriumhydrogencarbonat- und gesättigter 

Natriumchlorid-Lösung gewaschen und anschließend über Magnesiumsulfat getrocknet. Nach 

Entfernen des Lösungsmittels wird das Rohprodukt säulenchromatographisch über 15 g Silica 

mit Pentan als Laufmittel gereinigt.  

AAV 2 – Darstellung von n-Alkyltriphenylphosphoniumbromiden 

Unter Schutzgas-Atmosphäre werden 25 mmol frisch destilliertes 1-Bromalkan und 

23.75 mmol (0.95 eq., 262.29 g/mol) Triphenylphosphin in 20 mL trockenem Toluol gelöst und 

für 48 h unter Rückfluss erhitzt. Nach dem Abkühlen wird die Reaktionslösung unter kräftigem 

Rühren langsam mit 50 mL (2.5 v/v) trockenem Diethylether verdünnt. Der dabei ausfallende 

feine, weiße Niederschlag wird abgenutscht, mit trockenem Diethylether portionsweise 

gewaschen und im Vakuum getrocknet.    

AAV 3 – DIBAlH-Reduktion / WITTIG-Olefinierung 

Unter Argon-Schutzgas-Atmosphäre werden 0.15 mmol (5 eq.) n-Alkyltriphenyl-

phosphoniumbromid in 3 mL trockenem THF gelöst und bei -40 °C durch Zutropfen von 

0.145 mmol (145  µL, 4.8 eq.) einer 1 molaren Lösung von Natriumhexamethyldisilazid in THF 

deprotoniert. Die intensiv gelborange Lösung wird über zwei Stunden auf Raumtemperatur 

erwärmt und anschließend auf -70 °C abgekühlt. 

Parallel werden unter Argon-Atmosphäre 0.03 mmol Fettsäuremethylester in 3 mL 

trockenem n-Hexan gelöst und auf -90°C gekühlt. Das trübe Gemisch wird mit 50 µL (0.05 mmol) 

einer 1 M Lösung von Diisobutylaluminiumhydrid in Heptan versetzt und unterhalb von -75 °C 

für 90 min gerührt. Überschüssiges Reduktionsmittel wird durch Zugabe von 50 µL (0.02 mmol) 

einer Lösung von 81 µL (2.0 mmol) trockenem Methanol in 5 mL Hexan und Rühren für 10 min 

bei -70 °C zerstört.     
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Anschließend wird bei -70 °C die zuvor bereitete -70 °C kalte Lösung des Phosphoniumylids 

mittels einer Transfernadel in die Lösung des Hemiacetalaluminats überführt. Die resultierende 

gelbe Lösung wird unter langsamem Erwärmen auf Raumtemperatur für 16 h gerührt. Danach 

werden bei 0 °C zur Hydrolyse 18 µL (1.0 mmol) Wasser in 0.5 mL THF zugetropft. Das Gemisch 

wird über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Das 

Rohprodukt wird säulenchromatographisch über 3 g Silica mit Pentan als Laufmittel gereinigt.  

H.3.3 Synthesen von (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraenen durch Cuprat-Kupplung 

Durch Cu(I)-katalysierte Kupplung von Fettalkoholtosylaten mit GRIGNARD-Reagenzien nach 

AVV.1 wurden die Tricosatetraene Te.7, Te.8, Te.9 und Te.6 dargestellt: 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen ω1 (Te.7) 

(3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen ω2 (Te.8) 

(3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen ω3 (Te.9) 

(3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen ω11 (Te.6) 

Die Synthese von Linolenylalkohol (#84), Linolenyltosylat (#85) und (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-

trien (Te.9) ist bei E. amygdali beschrieben. 

H.3.3.1 Stearidylalkohol (#119) 

(6Z,9Z,12Z,15Z)-Octadeca-6,9,12,15-tetraen-1-ol (#119) 

wurde wie für Linolenylalkohol (#84) beschrieben (s. 

E. amygdali) durch Reduktion von Stearidonsäuremethylester 

(#118) dargestellt. Aus 10 mg (0.034 mmol, 290.44 g/mol) #118 in 3 mL trockenem Diethylether 

und unter Verwendung von 19 mg (0.5 mmol, 37.95 g/mol) Lithiumaluminiumhydrid wurden 

6 mg (0.023 mmol, 68%) #119 als farbloses Öl erhalten.    

M [C18H30O] = 262.44 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (16), 40 (3), 41 (65), 42 (6), 43 (13), 44 (1), 45 (1), 51 (3), 52 (2), 

53 (12), 54 (6), 55 (33), 56 (3), 57 (5), 65 (10), 66 (13), 67 (53), 68 (8), 69 (12), 70 (4), 71 (4), 77 (29), 

78 (18), 79 (100), 80 (44), 81 (23), 82 (7), 83 (3), 84 (2), 85 (2), 91 (55), 92 (15), 93 (40), 94 (16), 95 

(14), 96 (3), 97 (3), 98 (9), 99 (1), 103 (3), 104 (3), 105 (24), 106 (9), 107 (13), 108 (21), 109 (6), 111 

(2), 112 (1), 115 (2), 117 (7), 118 (2), 119 (17), 120 (5), 121 (5), 122 (7), 123 (2), 131 (4), 132 (1), 133 

(7), 134 (3), 135 (4), 136 (1), 137 (1), 145 (2), 147 (3), 148 (3), 149 (1), 161 (3), 162 (1), 166 (1), 175 

(2), 206 (1), 233 (0.4), 262 (0.3, M
+
). 
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H.3.3.2 Stearidyltosylat (#120) 

(6Z,9Z,12Z,15Z)-1-(p-Toluolsulfonyloxy)octadeca-

6,9,12,15-tetraen (#120) wurde analog #85 (s. E. amygdali) 

durch Reaktion von 5 mg (0.019 mmol) Stearidylalkohol 

(#119) mit 23 mg (0.12 mmol, 190.65 g/mol) p-Toluolsulfonylchlorid in 6 mL trockenem DCM 

dargestellt. Als Katalysator wurden ca. 2 mg (0.016 mmol, 122.17 g/mol) DMAP und als 

Säurefänger 0.15 mL (110 mg, 1.1 mmol, 101.19 g/mol. 0.73 g/mL) TEA verwendet. Nach 

säulenchromatographischer Reinigung wurden 7 mg (0.017 mmol, 89%) #120 als farbloses Öl 

erhalten.  

Rf = 0.33 (PE/EE 10:1 v/v) 

M [C25H36O3S] = 416.62 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (2), 41 (52), 42 (3), 43 (9), 50 (1), 51 (2), 52 (2), 53 (9), 

54 (7), 55 (33), 56 (3), 57 (4), 63 (2), 64 (1), 65 (19), 66 (12), 67 (60), 68 (8), 69 (13), 70 (2), 71 (2), 77 

(27), 78 (19), 79 (98), 80 (43), 81 (26), 82 (7), 83 (4), 89 (3), 90 (2), 91 (100), 92 (22), 93 (48), 94 (16), 

95 (17), 96 (3), 97 (2), 103 (2), 104 (4), 105 (32), 106 (14), 107 (20), 108 (22), 109 (7), 110 (1), 115 

(3), 117 (13), 118 (3), 119 (26), 120 (10), 121 (8), 122 (16), 123 (3), 129 (2), 131 (12), 132 (3), 133 

(13), 134 (7), 135 (15), 136 (3), 139 (1), 145 (5), 146 (2), 147 (6), 148 (8), 149 (3), 155 (7), 157 (1), 

159 (3), 160 (1), 161 (5), 162 (4), 172 (2), 173 (8), 174 (2), 175 (7), 176 (2), 187 (2), 189 (2), 201 (2), 

215 (1), 225 (1), 244 (1), 262 (0,4), 320 (1), 347 (1), 374 (1), 388 (0.5), 416 (0.3, M
+
). 

H.3.3.3 (3EZ)-Pent-3-en-1-ol (#116) 

Analog der Darstellung der Fettalkohole #84 und #119 wurden 5.0 mL 

(4.65 g, 40.7 mmol, 0.93 g/mL, 114.14 g/mol) (3EZ)-Pent-3-

ensäuremethylester (#115) in 100 mL Diethylether bei -20 °C mit 4.21 g (110 mmol, 2.7 eq.) 

Lithiumaluminiumhydrid reduziert. Nach basisch wässriger Aufarbeitung und Destillation bei 

600 mbar wurden 1,72 g (20.0 mmol, 49%) (3EZ)-Pent-3-en-1-ol (#116) als farbloses Öl 

erhalten.   

M [C5H10O] = 86.13 g/mol 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (8), 40 (1), 41 (10), 43 (1), 44 (2), 50 (1), 51 (2), 52 (1), 53 

(9), 54 (7), 55 (63), 56 (47), 57 (10), 58 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (11), 68 (100), 69 (6), 71 (1), 86 (30, 

M
+
). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.68 (ddt, 
3
JH5-H4=6.3, 

4
JH5-H3=1.5, 

5
JH5-

H2=1.3 Hz, 3H, CH3 C5), (dtdq, 
3
JH2-H1=6.8, 

3
JH2-H3=6.3, 

4
JH2-H4=1.3, 

5
JH2-H5=1.3 Hz, 2H, CH2 C2), 3.62 (t, 

3
JH1-H2=6.3 Hz, 2H, CH2 C1), 5.40 (dtq, 

3
JH3-H4=15.4, 

3
JH3-H2=6.8, 

4
JH3-H5=1.5 Hz, 1H, =CH C3), 5.57 (dqt, 

3
JH4-H3=15.4, 

3
JH4-H5=6.3, 

4
JH4-H2=1.3 Hz, 1H, =CH C4). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 18.14 (q, C5) 36.12 (t, C2) 62.21 (t, C1) 127.27 (d, 

C3) 128.65 (d, C4). 

16
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H.3.3.4 (3EZ)-1-(Methansulfonyloxy)pent-3-en (#117) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 137 mg (1.59 mmol) (3EZ)-Pent-3-

en-1-ol (#116) und 0.34 mL (248 mg, 2.45 mmol, 1.5 eq.) TEA in 5 mL 

trockenem DCM gelöst und auf -40 °C abgekühlt. Nach langsamem Zutropfen von 115 µl 

(170 mg, 1.48 mmol, 0.93 eq., 114.55 g/mol, 1.474 g/mL) Methansulfonylchlorid in 1 mL DCM 

wurde 90 min bei -40 °C gerührt und dann mit einem Gemisch von 0.3 g (3.57 mmol, 2.2 eq., 

84.05 g/mol) NaHCO3 und 80 µL (4.44 mmol, 2.8 eq.) Wasser versetzt. Nach Erwärmen auf RT 

wurde das Lösungsmittel entfernt, der Rückstand in 10 mL Diethylether aufgenommen und über 

6g Silica filtriert. Es wurden 294 mg (ca. 1.52 mmol) #117-Rohprodukt mit einer chemischen 

Reinheit von ca. 85% (GC) erhalten und ohne weitere Reinigung in der nächsten Stufe eingesetzt.    

M [C6H12O3S] = 164.05 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (23), 40 (7), 41 (25), 42 (5), 45 (3), 53 (15), 54 (5), 55 (43), 65 (4), 

67 (48), 68 (100), 69 (13), 79 (39), 109 (4), 163 (0.1). 

H.3.3.5 (3EZ)-1-Brompent-3-en (#113) 

Das Bromid #113 wurde durch SN2-Reaktion aus (3EZ)-1-

(Methansulfonyloxy)pent-3-en (#117) dargestellt. Dazu wurden ca. 

1.34 mmol #117 (Rohprodukt) in 8 mL trockenem Aceton gelöst und mit 417 mg (4.8 mmol, 

3.6 eq., 86.85 g/mol) Lithiumbromid und 202 mg (2.4 mmol, 1.8 eq.) NaHCO3 versetzt. Das 

Gemisch wurde bei RT über Nacht gerührt und anschließend im Vakuum eingeengt. Der 

Rückstand wurde in 10 mL Pentan aufgenommen, über 5 g Silica filtriert und destillativ 

gereinigt. Es wurden 130 mg (0.87 mmol, 64 %) #113 als farbloses Öl erhalten.  

M [C5H9Br] = 147.99 g/mol 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 38 (4), 39 (50), 40 (7), 41 (100), 42 (9), 43 (7), 50 (1), 51 (4), 

53 (14), 54 (2), 55 (35), 57 (1), 63 (1), 65 (1), 67 (11), 68 (5), 69 (83), 70 (2), 105 (1), 148 (4, M
+
 
79

Br), 

150 (4, M
+
 
81

Br). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.68 (ddt, 
3
JH5-H4=6.3, 

4
JH5-H3=1.5, 

5
JH5-H2=1.3 

Hz, 3H, CH3 C5), 2.54 (tddq, 
3
JH2-H1=7.2, 

3
JH2-H3=6.5, 

4
JH2-H4=1.3, 

5
JH2-H5=1.3 Hz, 2H, CH2 C2), 3.36 (t, 

3
JH1-

H2=7.2 Hz, 2H, CH2 C1), 5.41 (dtq, 
3
JH3-H4=15.3, 

3
JH3-H2=6.5, 

4
JH3-H5=1.5 Hz, 1H, =CH C3), 5.56 (dqt, 

3
JH4-

H3=15.3, 
3
JH4-H5=6.3, 

4
JH4-H2=1.3 Hz, 1H, =CH C4). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.92 (q, C5), 32.88 (t, C1), 36.04 (t, C2), 127.68 (d, C3), 

128.37 (d, C4). 

MsO 1 3

Br 1 3
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H.3.3.6 Synthesen der Tetraene Te.6 bis Te.9 

Die jeweiligen Einwaagen und Ausbeuten der durch Cuprat-Kupplung dargestellten Tetraene 

Te.6 bis Te.9 (C23H40, 316.57 g/mol) sind in Tab. 79 aufgeführt. 

Tosylat M m n GRIGNARD 

Reagenz 

Tetraen m n A 

# [g/mol] [mg] [mmol]   [mg] [mmol] [%] 

#85 418.66 150 0.47 #110 Te.7 84 0.27 57 

#85 418.66 360 0.86 #114 Te.8 183 0.61 71 

#85 418.66 449 1.07 #112 Te.9 242 0.76 71 

#120 416.62  ~ 0.03 #87 Te.6 5.5 0.017 50 ü3St 

Tab. 79: Einwaagen und Ausbeuten der Synthesen der (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraene Te.6 bis Te.9 
durch Cuprat-Kupplung. 

Durchführung gemäß AAV 1: 

H.3.3.6a (14Z,17Z,20Z)-Tricosa-1,14,17,20-tetraen = (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9,22-tetraen  ω1  (Te.7) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 10 mg 

(0.05 mmol) wasserfreies Kupfer(I)iodid vorgelegt 

und 150 mg (0.47 mmol) (9Z,12Z,15Z)-1-(p-

Toluolsulfonyloxy)-octadeca-9,12,15-trien (#85) in 15 mL wasser- und sauerstofffreiem THF 

gelöst. Bei -90 °C wurde durch ein Septum eine aus 73 mg (0.49 mmol) 1-Brompent-4-en (#109) 

und 20 mg (0.82 mmol) Magnesium-Spänen frisch bereitete Lösung von Pent-4-en-1-

ylmagnesiumbromid in 10 mL THF innerhalb von 30 min zugetropft. Die schwarze 

Reaktionslösung wurde unter langsamem Erwärmen weitere 10 h gerührt. Anschließend wurde 

auf 0 °C abgekühlt und durch Eintragen in 30 mL 0 °C kalte, gesättigte NH4Cl-Lösung 

hydrolysiert. Die gelbe organische Phase wurde abgetrennt und die wässrige dreimal mit je 

30 mL Diethylether extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden dreimal mit je 10 mL 

gesättigter NH4Cl-Lösung, jeweils einmal mit je 10 mL ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 15 g Silica gereinigt. Es wurden 84 mg (0.27 mmol, 57%) 

(14Z,17Z,20Z)-Tricosa-1,14,17,20-tetraen (Te.7) als farbloses Öl erhalten. 

Rf = 0.55 (PE) 

M [C23H40] = 316.57 g/mol 

16
9

3

22
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (61), 42 (7), 43 (19), 51 (1), 52 (1), 53 (9), 54 (13), 

55 (61), 56 (5), 57 (9), 65 (5), 66 (10), 67 (65), 68 (15), 69 (24), 70 (2), 71 (3), 73 (1), 77 (14), 78 (15), 

79 (100), 80 (73), 81 (39), 82 (16), 83 (14), 84 (1), 85 (2), 91 (23), 92 (10), 93 (42), 94 (27), 95 (47), 

96 (12), 97 (7), 105 (8), 106 (4), 107 (17), 108 (92), 109 (19), 110 (4), 111 (2), 117 (1), 119 (5), 120 

(3), 121 (18), 122 (10), 123 (4), 124 (1), 133 (4), 134 (2), 135 (14), 136 (7), 137 (2), 147 (3), 148 (1), 

149 (6), 150 (2), 161 (1), 163 (2), 247 (1), 260 (7), 261 (2), 262 (2), 287 (2), 316 (4), 317 (1), 163 (3), 

247 (2), 260 (11), 261 (3), 262 (2), 287 (3), 316 (7, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.98 (t, J=7.6 Hz, 3H, CH3 C1), 1.24-

1.35 (m, 14H, 7×CH2 C13-C19), 1.31-1.41 (m, 4H, 2×CH2 C12 C20), 2.00-2.07 (m, 2H, =CHCH2CH2 

C21), 2.02-2.10 (m, 2H, =CHCH2CH2 C11), 2.05-2.13 (m, 2H, =CHCH2CH3 C2), 2.81 (bdd, J=6.1, 6.1 Hz, 

4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 4.93 (ddt, J=10.2, 2.2, 1.1 Hz, 1H, (Z)=CH2 C23), 4.99 (ddt, J=17.1, 2.2, 1.6 

Hz, 1H, (E)=CH2 C23), 5.27-5.44 (m, 6H, 6×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10), 5.81 (ddt, J=17.1, 10.2, 6.7 Hz, 

1H, CH=CH2 C22). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.42 (q, C1), 20.71 (t, C2), 25.70 / 25.79 (2t, C5 

C8), 27.42 (t, C11), 29.12 (t, C20), 29.31 / 29.49 / 29.66 / 29.71 / 29.77 / 29.79 / 29.80 / 29.82 (8t, 

C12-19), 33.98 (t, C21), 114.23 (t, C23), 127.31 (d, C4), 127.80 (d, C9), 128.43 / 128.47 (2d, C4 C5), 

130.58 (d, C10), 132.12 (d, C3), 139.42 (d, C22). 

Durchführung analog zu Te.7: 

H.3.3.6b (3Z,6Z,9Z,21EZ)-Tricosa-3,6,9,21-tetraen  ω2 (Te.8) 

(21E-Te.8) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (56), 42 (5), 43 (15), 51 (1), 52 (1), 53 (10), 54 

(12), 55 (85), 56 (7), 57 (8), 65 (5), 66 (10), 67 (63), 68 (20), 69 (28), 70 (3), 71 (2), 77 (14), 78 (15), 

79 (100), 80 (62), 81 (41), 82 (16), 83 (13), 84 (1), 85 (1), 91 (24), 92 (8), 93 (46), 94 (28), 95 (51), 96 

(13), 97 (8), 104 (1), 105 (9), 106 (5), 107 (20), 108 (100), 109 (22), 110 (5), 111 (2), 117 (1), 119 (5), 

120 (3), 121 (20), 122 (11), 123 (6), 124 (2), 133 (4), 134 (2), 135 (15), 136 (8), 137 (2), 147 (2), 148 

(1), 149 (8), 150 (3), 161 (1), 163 (3), 164 (1), 177 (1), 247 (4), 260 (16), 261 (4), 262 (2), 273 (1), 287 

(2), 316 (8, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.98 (t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.24-

1.32 (m, 12H, 6×CH2 C13-C18), 1.29-1.40 (m, 4H, 2×CH2 C12 C19), 1.64 (ddt, J=3.5, 1.2, 1.2 Hz, 3H, 

CH3 C23), 1.92-1.99 (m, 2H, =CHCH2CH3 C20), 2.01-2.10 (m, 2H, =CHCH2CH2 C11), 2.04-2.12 (m, 2H, 

=CHCH2CH3 C2), 2.81 (bdd, J=6.1, 6.1 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.27-5.44 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 

C6 C7 C9 C10 C21 C22). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.42 (q, C1), 18.05 (q, C23), 20.70 (t, C2), 25.69 

/ 25.78 (2t, C5 C8), 27.41 (t, C11), 29.36 / 29.48 / 29.49 / 29.69 / 29.70 / 29.777 / 29.785 / 29.82 

(8t, C12-C19), 32.76 (t, C20), 124.67 (d, C22), 127.29 (d, C4), 127.79 (d, C9), 128.41 / 128.46 (2d, C6 

C7), 130.57 (d, C10), 131.86 (d, C21), 132.11 (d, C3). 
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H.3.3.6c (3Z,6Z,9Z,20EZ)-Tricosa-3,6,9,20-tetraen ω3 (Te.9) 

(20E-Te.9)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (75), 42 (6), 43 (16), 51 (1), 52 (1), 53 (10), 54 

(12), 55 (60), 56 (6), 57 (8), 65 (5), 66 (10), 67 (68), 68 (19), 69 (42), 70 (3), 71 (3), 77 (14), 78 (14), 

79 (100), 80 (57), 81 (41), 82 (19), 83 (12), 84 (1), 85 (1), 91 (25), 92 (7), 93 (46), 94 (27), 95 (52), 96 

(13), 97 (7), 105 (9), 106 (4), 107 (20), 108 (102), 109 (22), 110 (5), 111 (2), 117 (1), 119 (5), 120 (3), 

121 (21), 122 (12), 123 (6), 124 (2), 133 (4), 134 (2), 135 (17), 136 (9), 137 (3), 147 (3), 148 (1), 149 

(8), 150 (3), 151 (1), 161 (2), 163 (3), 164 (1), 175 (1), 177 (1), 231 (2), 247 (3), 260 (17), 261 (4), 262 

(2), 273 (1), 287 (2), 316 (8, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.963 (t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.24-1.34 (m, 10H, 5×CH2 C13-C17), 1.30-1.40 (m, 4H, 2×CH2 C12 C18), 

1.94-2.02 (m, 2H, =CHCH2CH2 C19), 1.97-2.04 (m, 2H, =CHCH2CH3 C22), 2.00-2.11 (m, 2H, 

=CHCH2CH2 C11), 2.02-2.14 (m, 2H, =CHCH2CH3 C2), 2.81 (bdd, J=5.8, 5.8 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 

C8), 5.28-5.46 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C20 C21). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.16 (q, C1), 14.42 (q, C23), 20.70 (t, C2), 25.69 

/ 25.78 (2t, C5 C8), 25.76 (t, C22), 27.41 (t, C11), 29.34 / 29.47 / 29.68 / 29.70 / 29.75 / 29.82 / 

29.94 (7t, C12-17), 32.73 (t, C19), 127.29 (d, C4), 127.79 (d, C9), 128.42 / 128.463 (2d, C6 C7), 

129.55 (d, E-C20), 130.57 (d, C10), 132.02 (d, E-C21), 132.11 (d, C3). 

(20Z-Te.9)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (75), 42 (6), 43 (16), 51 (1), 52 (1), 53 (10), 54 

(12), 55 (63), 56 (6), 57 (8), 65 (5), 66 (10), 67 (69), 68 (18), 69 (35), 70 (3), 71 (3), 77 (15), 78 (15), 

79 (100), 80 (58), 81 (40), 82 (19), 83 (13), 84 (2), 85 (2), 91 (26), 92 (8), 93 (47), 94 (27), 95 (52), 96 

(13), 97 (7), 104 (1), 105 (9), 106 (5), 107 (20), 108 (100), 109 (22), 110 (5), 111 (2), 117 (1), 119 (5), 

120 (3), 121 (21), 122 (12), 123 (6), 124 (2), 133 (4), 134 (2), 135 (17), 136 (9), 137 (3), 147 (3), 148 

(1), 149 (8), 150 (3), 151 (1), 161 (2), 163 (3), 164 (1), 175 (1), 177 (1), 231 (2), 247 (4), 260 (16), 261 

(3), 262 (2), 273 (1), 287 (2), 316 (8, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.957 (t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.24-1.34 (m, 10H, 5×CH2 C13-C17), 1.30-1.40 (m, 4H, 2×CH2 C12 C18), 

2.00-2.11 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C11 C19), 2.02-2.14 (m, 4H, 2×=CHCH2CH3 C2 C22), 2.81 (bdd, 

J=5.8, 5.8 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.28-5.46 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C20 C21). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.16 (q, C1), 14.42 (q, C23), 20.66 (t, C22), 

20.70 (t, C2), 25.69 / 25.78 (2t, C5 C8), 27.26 (t, C19), 27.41 (t, C11), 29.34 / 29.45 / 29.68 / 29.70 / 

29.75 / 29.82 / 29.94 (7t, C12-17), 127.29 (d, C4), 127.79 (d, C9), 128.41 / 128.456 / (2d, C6 C7), 

129.50 (d, C20), 130.57 (d, C10), 131.66 (d, C21), 132.11 (d, C3). 
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H.3.3.6d (3Z,6Z,9Z,12Z)-Tricosa-3,6,9,12-tetraen ω11 (Te.6) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (51), 42 (4), 43 (34), 51 (1), 52 (1), 53 (8), 54 (7), 

55 (37), 56 (4), 57 (16), 65 (6), 66 (13), 67 (54), 68 (8), 69 (19), 70 (5), 71 (6), 77 (18), 78 (19), 79 

(100), 80 (64), 81 (29), 82 (15), 83 (10), 84 (1), 85 (4), 91 (35), 92 (14), 93 (42), 94 (28), 95 (25), 96 

(8), 97 (5), 103 (1), 104 (2), 105 (22), 106 (11), 107 (18), 108 (30), 109 (11), 110 (3), 111 (2), 115 (1), 

117 (3), 118 (1), 119 (21), 120 (7), 121 (13), 122 (12), 123 (4), 124 (1), 131 (1), 133 (9), 134 (5), 135 

(10), 136 (3), 137 (1), 147 (5), 148 (10), 149 (3), 152 (1), 161 (5), 162 (2), 166 (2), 175 (5), 176 (1), 

189 (2), 206 (1), 220 (10), 221 (2), 233 (1), 234 (3), 247 (2), 260 (3), 262 (3), 273 (1), 287 (3), 316 (3), 

247 (2), 260 (3), 262 (4), 273 (2), 287 (3), 316 (4, M
+
).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, J=7.0 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.23-1.34 (m, 14H, 7×CH2 C16-C22), 1.30-1.38 (m, 2H, CH2 C15), 2.00-2.09 

(m, 2H, =CHCH2CH2 C14), 2.05-2.13 (m, 2H, CH3CH2CH= C2), 2.74-2.89 (m, 6H, 3×=CHCH2CH= C5 C8 

C11), 5.28-5.44 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C11 C12). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, C23), 14.42 (q, C1), 20.70 (t, C2), 22.84 

(t, C22), 25.69 / 25.77 / 25.79 (3t, C5 C8 C11), 27.42 (t, C14), 29.49 (t, C20), 29.51 / 29.72 / 29.79 / 

29.81 / 29.86 (5t, C15-C19), 32.07 (t, C21), 127.20 (d, C4), 127.71 (d, C12), 128.09 / 128.14 / 128.63 

/ 128.66 (4d, C6 C7 C9 C10), 130.63 (d, C13), 132.17 (d, C3). 

 

Die 70 eV-Massenspektren von Te.6, Te.7, Te.8 und Te.9 sind in Schwerpunktkapitel F.2 

verglichen und die NMR-spektroskopischen Daten in Anhang G.5.2 zusammengestellt.  
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H.3.4 Synthesen von (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraenen  

durch DIBAlH-Reduktion / WITTIG-Olefinierung 

Durch Eintopfsequenz aus DIBAlH-Reduktion eines Fettsäureesters und in situ Olefinierung 

mit einem WITTIG-Ylen wurden Z-selektiv die Tricosatetraene Z-Te.10, Z-Te.11, Z-Te.12 und Z-

Te.13 dargestellt. 

(3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen ω4 (Z-Te.10) 

(3Z,6Z,9Z,18Z)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen ω5 (Z-Te.11) 

(3Z,6Z,9Z,17Z)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen ω6 (Z-Te.12) 

(3Z,6Z,9Z,16Z)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen ω7 (Z-Te.13) 

H.3.4.1 WITTIG-Salze #126 bis #129 

Dafür wurden folgende n-Alkyltriphenylphosphoniumbromide als Edukte gemäß AAV 2 aus 

den jeweiligen 1-Bromalkanen dargestellt: 

n-Butyltriphenylphosphoniumbromid C22H24PBr (#126) 

n-Pentyltriphenylphosphoniumbromid C23H26PBr (#127) 

n-Hexyltriphenylphosphoniumbromid C24H28PBr (#128) 

n-Heptyltriphenylphosphoniumbromid C25H30PBr (#129) 

In der folgenden Tabelle (Tab. 80) sind die eingesetzten Mengen der Bromalkane #124 bis #88 

und die Ausbeuten der WITTIG-Salze #126 bis #129 bezogen auf Triphenylphosphin 

zusammengestellt. 

1-Brom- 

alkan 

M m n WITTIG- 

Salz 

M m n A 

 [g/mol] [g] [mmol]  [g/mol] [g] [mmol] [%] 

#124 137.02 3.577 26.11 #126 399.31 7.157 17.92 68 

#86 151.05 2.440 16.15 #127 413.34 5.978 14.97 93 

#125 165.07 2.629 15.93 #128 427.37 4.828 11.30 71 

#88 179.10 2.280 12.73 #129 441.39 4.844 10.98 91 

Tab. 80: Einwaagen und Ausbeuten der Synthesen von WITTIG-Salzen, #124 bis #88. 

Die vier WITTIG-Salze wurden als feine weiße Feststoffe erhalten und nach NMR-

spektroskopischer und massenspektrometrischer (EI-Direkteinlass und FAB) Charakterisierung 

(s.u.) für die Reduktion / Olefinierungs-Reaktion verwendet. 
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H.3.4.1a n-Butyltriphenylphosphoniumbromid  (#126) 

M [C22H24PBr] = 399.31 g/mol    

MKat [C22H24P
+
] = 319.16 u 

MS (FAB): m/z (%) = 133 (1), 136 (9), 137 (6), 138 (3), 139 (1), 149 (3), 

152 (2), 153 (1), 154 (12), 155 (2), 165 (2), 167 (1), 183 (8), 184 (1), 185 

(4), 199 (4), 200 (2), 261 (1), 262 (4), 263 (1), 275 (2), 289 (3), 307 (1), 

317 (3), 318 (4), 319 (100, M
+

Kat), 320 (25), 321 (3), 335 (2). 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 38 (1), 39 (4), 40 (2), 41 (3), 43 (2), 44 (2), 47 (1), 50 (1), 51 

(8), 52 (2), 53 (1), 55 (1), 56 (1), 57 (2), 63 (2), 64 (1), 65 (4), 66 (1), 77 (9), 78 (4), 79 (5), 80 (14), 81 

(7), 82 (16), 83 (1), 89 (1), 91 (4), 92 (3), 94 (4), 95 (1), 102 (1), 105 (1), 107 (20), 108 (48), 109 (4), 

115 (5), 120 (2), 128 (3), 131 (2), 133 (6), 139 (2), 141 (2), 152 (16), 153 (3), 154 (4), 157 (6), 170 (4), 

181 (2), 182 (1), 183 (96), 184 (21), 185 (15), 186 (2), 199 (8), 200 (1), 201 (5), 202 (1), 215 (3), 216 

(1), 260 (1), 261 (16), 262 (100), 263 (21), 264 (2), 277 (19), 278 (8), 289 (11), 290 (2), 318 (1), 319 

(11, M
+

Kat), 320 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.96 (t, 
3
JH3-H3=7.1 Hz, 3H, CH3 C4), 1.53-

1.72 (m, 4H, CH2CH2 C2 und C3), 3.37-3.48 (m, 2H, PCH2 C1), 7.73-7.86 (m, 12H, 12×arCH C6 und 

C7), 7.86-7.93 (m, 3H, 3×arCH C8). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 13.83 (q, C4), 22.74 (d, 
1
JC1-P=49.8 Hz, C1), 24.95 (d, 

3
JC3-

P=16.8 Hz, C3), 25.74 (d, 
2
JC2-P=3.7 Hz, C2), 120.17 (d, 

1
JC5-P=85.6 Hz, 3C, arC5), 131.68 (d, 

3
JC7-P=12.4 

Hz, 6C, arC7), 134.96 (d, 
2
JC6-P=9.5 Hz, 6C, arC6), 136.42 (d, 

4
JC8-P=2.2 Hz, 3C, arC8). 

H.3.4.1b n-Pentyltriphenylphosphoniumbromid  (#127) 

M [C23H26PBr] = 413.34 g/mol 

MKat [C23H26P
+
] = 333.18 u 

MS (FAB): m/z (%) = 183 (8), 185 (3), 199 (3), 262 (4), 263 (2), 275 (3), 

289 (4), 331 (3), 332 (2), 333 (100, M
+

Kat), 334 (25), 335 (4), 349 (2). 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (14), 40 (3), 41 (14), 42 (25), 43 (9), 51 (8), 55 (21), 57 (3), 

65 (3), 70 (10), 71 (11), 77 (2), 79 (7), 80 (12), 81 (5), 82 (8), 107 (16), 108 (52), 109 (3), 115 (3), 131 

(4), 133 (5), 152 (9), 157 (4), 170 (3), 182 (3), 183 (69), 184 (16), 185 (11), 186 (3), 260 (3), 261 (13), 

262 (100), 263 (21), 264 (3), 332 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.89 (t, 
3
JH5-H4=7.3 Hz, 3H, CH3 C5), 1.37 (tq, 

3
JH4-H3=7.4, 

3
JH4-H5=7.3 Hz, 2H, CH2 C4), 1.50-1.59 (m, 2H, CH2 C3), 1.61-1.74 (m, 2H, CH2 C2), 3.36-

3.45 (m, 2H, CH2 C1), 7.73-7.85 (m, 12H, 12×arCH C7 und C8), 7.87-7.92 (m, 3H, 3×arCH C9). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 14.15 (q, C5), 22.88 (dt, 
1
JC1-P=50.5 Hz, C1), 23.08 (t, 

C4), 23.40 (dt, 
2
JC2-P=4.4 Hz, C2), 33.87 (dt, 

3
JC3-P=16.1 Hz, C3), 120.16 (ds, 

1
JC6-P=86.4 Hz, C6), 131.67 

(dd, 
3
JC8-P=12.4 Hz, C8), 134.85 (dd, 

2
JC7-P=10.3 Hz, C7), 136.42 (dd, 

4
JC9-P=2.9 Hz, C9). 
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H.3.4.1c n-Hexyltriphenylphosphoniumbromid  (#128) 

M [C25H30PBr] = 427.37 g/mol 

MKat [C25H30P
+
] = 347.19 u 

MS (FAB): m/z (%) = 133 (2), 152 (1), 165 (2), 183 (8), 184 (2), 185 

(4), 186 (1), 197 (1), 199 (3), 200 (1), 261 (2), 262 (7), 263 (2), 

275 (4), 276 (1), 289 (4), 345 (3), 346 (1), 347 (100, M
+

Kat), 348 

(27), 349 (3), 363 (2). 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (6), 40 (8), 41 (19), 42 (13), 43 (19), 44 (1), 51 (3), 52 (1), 

53 (1), 54 (1), 55 (18), 56 (10), 57 (4), 63 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (1), 69 (3), 70 (1), 75 (1), 79 (2), 80 (4), 

81 (6), 82 (3), 83 (2), 84 (6), 85 (8), 86 (1), 91 (1), 93 (1), 94 (1), 102 (1), 106 (1), 107 (14), 108 (33), 

109 (2), 115 (4), 117 (1), 120 (1), 121 (1), 124 (1), 128 (1), 129 (1), 131 (3), 133 (3), 135 (3), 137 (2), 

138 (1), 139 (2), 141 (2), 144 (1), 151 (1), 152 (9), 153 (1), 154 (1), 157 (5), 170 (3), 181 (2), 182 (2), 

183 (54), 184 (16), 185 (7), 186 (1), 202 (1), 228 (1), 230 (1), 257 (1), 259 (1), 260 (2), 261 (10), 262 

(100), 263 (17), 264 (3), 275 (1), 277 (1), 289 (10), 290 (2), 319 (1), 345 (2), 346 (2), 347 (8, M
+

Kat), 

348 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.89 (t, JH6-H5=7.1 Hz, 3H, CH3 C6), 1.24-1.37 (m, 
6H, CH2CH2 C4 und C5), 1.52-1.61 (m, 2H, CH2 C3), 1.61-1.72 (m, 2H, CH2 C2), 3.36-3.47 (m, 2H, 
CH2 C1), 7.72-7.86 (m, 12H, 12×arCH C8 und C9), 7.86-7.93 (m, 3H, 3×arCH C10). 

13C-NMR (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 14.33 (q, C6), 22.95 (dt, 
1
JC1-P=51.2 Hz, C1), 23.50 (t, C5), 23.70 

(dt, 
2
JC2-P=5.1 Hz, C2), 31.44 (dt, 

3
JC3-P=16.1 Hz, C3), 32.22 (dt, 

4
JC4-P=1.5 Hz, C4), 120.18 (ds, 

1
JC7-

P=86.4 Hz, C7), 131.67 (dd, 
3
JC1-P=12.4 Hz, C9), 134.96 (dd, 

2
JC8-P=9.5 Hz, C8), 136.42 (d, 

4
JC10-P=2.9 Hz, 

C10). 

H.3.4.1d n-Heptyltriphenylphosphoniumbromid  (#129) 

M [C24H28PBr] = 441.39 g/mol 

MKat [C24H28P
+
] = 361.21 u 

MS (FAB): m/z (%) = 128 (1), 133 (1), 136 (1), 141 (1), 152 (1), 

154 (1), 165 (1), 170 (1), 178 (1), 183 (8), 184 (1), 185 (4), 186 

(1), 197 (1), 199 (3), 200 (1), 213 (1), 261 (1), 262 (6), 263 (2), 

275 (4), 276 (1), 277 (1), 285 (1), 289 (5), 290 (1), 303 (1), 309 

(1), 317 (1), 331 (1), 345 (1), 359 (4), 360 (1), 361 (100, M
+

Kat), 362 (28), 363 (4), 364 (1), 373 (1), 

375 (1), 377 (2), 378 (1). 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (9), 40 (3), 41 (23), 42 (10), 43 (11), 50 (1), 51 (5), 52 (1), 

53 (2), 54 (2), 55 (15), 56 (17), 57 (22), 58 (1), 63 (1), 65 (2), 67 (1), 68 (1), 69 (8), 70 (7), 71 (1), 76 

(1), 77 (3), 78 (1), 79 (2), 80 (6), 81 (4), 82 (6), 83 (2), 89 (1), 91 (1), 98 (4), 102 (1), 107 (13), 108 

(31), 109 (3), 115 (3), 128 (1), 131 (3), 133 (3), 135 (7), 137 (6), 139 (2), 141 (1), 151 (1), 152 (7), 153 

(2), 154 (2), 157 (4), 159 (1), 170 (3), 181 (1), 182 (1), 183 (58), 184 (12), 185 (9), 186 (1), 260 (2), 

261 (13), 262 (100), 263 (20), 264 (2), 277 (3), 278 (1). 

 

 

9

1

6

P7

810 Br
3

10

1 7P8

911

3
Br



Synthesen von (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraenen H.3.4 

 

685 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.88 (t, 
3
JH7-H6=7.1 Hz, 3H, CH3 C7), 1.21-

1.30 (m, 2H, CH2 C5), 1.24-1.36 (m, 2H, CH2 C6), 1.30-1.40 (m, 2H, CH2 C4), 1.51-1.60 (m, 2H, CH2 

C3), 1.61-1.73 (m, 2H, CH2 C2) 3.37-3.47 (m, 2H, CH2 C1), 7.73-7.86 (m, 12H, 12×arCH C9 und C10), 

7.87-7.93 (m, 3H, 3×arCH C11). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 14.46 (q, C7), 22.99 (dt, 
1
JC1-P=51.2 Hz, C1), 23.65 (br.st, 

C2), 23.72 (t, C6), 29.72 (br.st, C4), 31.70 (dt, 
3
JC3-P=16.8 Hz, C3), 32.74 (t, C5), 120.20 (dd, 

1
JC8-P=86.4 

Hz, C8), 131.70 (dd, 
3
JC10-P=12.4 Hz, C10), 134.98 (dd, 

2
JC9-P=9.5 Hz, C9), 136.41 (br.sd, C11). 

H.3.4.2 Synthesen der Tetraene Te.10 bis Te.13 

Die Einwaagen und Ausbeuten der durch Reduktion / Olefinierung gemäß AAV 3 Z-selektiv 

dargestellten Tetraene Te.10 bis Te.13 (C23H40, 316.57 g/mol) sind in Tab. 81 gelistet. 

Ester M m n WITTIG-

Salz 

Tetraen m n A 

# [g/mol] [mg] [mmol]   [mg] [mmol] [%] 

#123 306.49 10 0.033 #126 Z-Te.10 8.5 0.027 82 

#108 292.46 97 0.332 #127 Z-Te.11 91 0.287 88 

#122 278.44 5 0.018 #128 Z-Te.12 3.1 0.010 56 

#121 264.41 5 0.019 #129 Z-Te.13 4.7 0.015 79 

Tab. 81: Einwaagen und Ausbeuten der Synthesen der (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraene Te.10 bis 

Te.13 durch Reduktion / WITTIG -Olefinierung. 

H.3.4.2a (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen ω4 (Te.10) 

Unter Argon-Schutzgas wurden 60 mg 

(0.15 mmol) n-Butyltriphenylphosphoniumbromid 

(#126) in 3 mL trockenem THF gelöst und bei -40 °C 

mit 145 µL (0.145 mmol) Natriumhexamethyldisilazid-Lösung (1 M in THF) versetzt. Die 

gelborange Lösung wurde über 2 h auf Raumtemperatur erwärmt und anschließend auf -70 °C 

abgekühlt. 

Zwischenzeitlich wurden unter Argon-Atmosphäre 10 mg (0.033 mmol) (10Z,13Z,16Z)-

Nonadeca-10,13,16-triensäuremethylester (#123) in 3 mL trockenem n-Hexan gelöst und auf -

90 °C gekühlt. Dem trüben Gemisch wurden 50 µL (0.05 mmol) Diisobutylaluminiumhydrid-

Lösung (1 M in Heptan) zugetropft. Nach Rühren für 90 min unterhalb von -75 °C wurde mit 

50 µL (0.017 mmol) trockener Methanol-Lösung (69 µL, 1.7 mmol in 5 mL Hexan) versetzt und 

weitere 10 min bei -70 °C gerührt.  
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Anschließend wurde bei -70 °C die kalte Lösung von WITTIG-Salz #126 mittels einer 

Transfernadel in die Lösung des Hemiacetalaluminats (#123a) überführt. Die hellgelbe Lösung 

wurde unter Erwärmen auf Raumtemperatur für 12 h gerührt. Danach wurden 18 µL (1.0 mmol) 

Wasser in 0.5 mL THF bei 0 °C zugetropft. Nach Trocknen über MgSO4 und Einengen lieferte die 

säulenchromatographische Reinigung über ca. 3 g Silica mit Pentan als Laufmittel 8.5 mg 

(0.027 mmol, 82%) (3Z,6Z,9Z,19Z)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (Te.10) als farbloses Öl.  

Rf = 0.55 (PE) 

M [C23H40] = 316.57 g/mol 

(19Z-Te.10)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (76), 42 (2), 43 (20), 53 (11), 54 (16), 55 (71), 56 (3), 65 

(6), 66 (10), 67 (71), 68 (15), 69 (19), 77 (16), 78 (12), 79 (100), 80 (53), 81 (40), 82 (12), 83 (8), 91 

(25), 92 (6), 93 (44), 94 (24), 95 (43), 96 (11), 97 (2), 105 (8), 106 (4), 107 (19), 108 (88), 109 (17), 

110 (4), 119 (2), 120 (2), 121 (18), 122 (11), 123 (4), 124 (1), 135 (13), 136 (8), 137 (2), 138 (2), 147 

(2), 148 (1), 149 (6), 150 (2), 163 (2), 164 (1), 189 (2), 191 (1), 247 (3), 260 (14), 261 (3), 262 (1), 287 

(2), 316 (7, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] =0.90 (t, J=7.0 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.24-1.40 (m, 14H, 7×CH2 C12-C17 C22), 1.97-2.06 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 

C18 C21), 2.02-2.10 (m, 2H, =CHCH2CH2 C11), 2.04-2.13 (m, 2H, =CHCH2CH3 C2), 2.81 (bdd, J=6.3, 

6.3 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.27-5.44 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C19 C20). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.21 (q, C1 C23), 20.70 (t, C2), 22.49 (t, C22), 

25.68 / 25.78 (2t, C5 C8), 27.37 (t, C18), 27.40 (t, C11), 28.74 (t, C21), 29.46 / 29.67 / 29.73 / 29.81 / 

29.85 / 29.92 (6t, C12-C17), 127.12 (d, C4), 127.79 (d, C9), 128.41 / 128.45 (2d, C6 C7), 130.23 / 

130.24 (2d, C19 C20), 130.55 (d, C10), 132.11 (d, C3). 

Durchführung analog zu Te.10: 

H.3.4.2b (3Z,6Z,9Z,18Z)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen ω5 (Z-Te.11) 

(18E-Te.11)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 41 (58), 42 (2), 43 (21), 51 (1), 52 (1), 53 (9), 54 (14), 55 (76), 

56 (6), 57 (6), 65 (5), 66 (9), 67 (68), 68 (13), 69 (26), 70 (2), 71 (1), 77 (14), 78 (14), 79 (100), 80 

(52), 81 (41), 82 (19), 83 (15), 84 (1), 85 (1), 91 (25), 92 (7), 93 (46), 94 (25), 95 (52), 96 (14), 97 (7), 

104 (1), 105 (9), 106 (4), 107 (20), 108 (98), 109 (24), 110 (6), 111 (2), 119 (5), 120 (3), 121 (23), 122 

(13), 123 (7), 124 (2), 133 (3), 134 (2), 135 (18), 136 (9), 137 (3), 138 (1), 147 (3), 148 (2), 149 (9), 

150 (3), 151 (1), 152 (1), 161 (2), 163 (4), 164 (2), 175 (2), 177 (2), 178 (1), 189 (1), 191 (1), 203 (1), 

217 (1), 247 (3), 260 (16), 261 (4), 262 (2), 273 (1), 287 (2), 316 (8, M
+
), 317 (2). 
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(18Z-Te.11)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (60), 42 (5), 43 (18), 51 (1), 52 (1), 53 (10), 54 (14), 

55 (71), 56 (6), 57 (8), 65 (5), 66 (9), 67 (66), 68 (13), 69 (26), 70 (3), 71 (3), 77 (14), 78 (14), 79 

(100), 80 (55), 81 (40), 82 (16), 83 (12), 84 (1), 85 (1), 91 (26), 92 (8), 93 (44), 94 (24), 95 (49), 96 

(13), 97 (7), 104 (1), 105 (10), 106 (4), 107 (19), 108 (96), 109 (20), 110 (6), 111 (2), 117 (1), 119 (6), 

120 (3), 121 (22), 122 (12), 123 (6), 124 (2), 133 (5), 134 (2), 135 (18), 136 (9), 137 (3), 138 (1), 147 

(3), 148 (2), 149 (8), 150 (3), 151 (2), 161 (2), 163 (4), 164 (2), 175 (2), 177 (2), 189 (1), 191 (1), 203 

(2), 247 (4), 248 (1), 260 (15), 261 (3), 262 (2), 287 (2), 316 (7, M
+
), 317 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (t, J=7.3 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.4 Hz, 3H, CH3 C1), 1.25-1.41 (m, 14H, 7×CH2 C12-C16 C21 C22), 1.99-2.05 (m, 4H, 

2×=CHCH2CH2 C17 C20), 2.03-2.09 (m, 2H, =CHCH2CH2 C11), 2.05-2.12 (m, 2H, =CHCH2CH3 C2), 2.81 

(bdd, J=6.0, 6.0 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.28-5.44 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C18 

C19). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.15 (q, C23), 14.43 (q, C1), 20.71 (t, C2), 22.50 

(t, C22), 25.69/25.78 (2t, C5 C8), 27.07 (t, C20), 27.35 (t, C17), 27.41 (t, C11), 29.43 / 29.45 / 29.60 / 

29.81 / 29.92 (5t, C12-C16), 32.12 (t, C21), 127.28 (d, C4), 127.81 (d, C9), 128.42 / 128.45 (2d, C6 

C7), 130.02 / 130.04 (2d, C18 C19), 130.55 (d, C10), 132.11 (d, C3). 

H.3.4.2c (3Z,6Z,9Z,17Z)-Tricosa-3,6,9,17-tetraen ω6 (Z-Te.12) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (2), 41 (84), 42 (6), 43 (23), 51 (2), 52 (1), 53 (14), 54 

(17), 55 (72), 56 (7), 57 (11), 58 (1), 65 (6), 66 (9), 67 (69), 68 (12), 69 (32), 70 (3), 71 (3), 77 (15), 78 

(14), 79 (100), 80 (53), 81 (40), 82 (16), 83 (12), 84 (1), 85 (2), 91 (31), 92 (9), 93 (48), 94 (23), 95 

(53), 96 (16), 97 (7), 98 (1), 103 (1), 104 (1), 105 (10), 106 (5), 107 (19), 108 (92), 109 (19), 110 (5), 

111 (2), 117 (1), 119 (7), 120 (3), 121 (23), 122 (11), 123 (5), 124 (3), 133 (5), 134 (2), 135 (17), 136 

(8), 137 (3), 138 (1), 147 (3), 148 (2), 149 (8), 150 (3), 151 (2), 152 (1), 161 (2), 162 (1), 163 (3), 164 

(2), 165 (1), 166 (1), 175 (2), 176 (1), 177 (2), 178 (1), 189 (2), 191 (1), 192 (1), 194 (1), 203 (1), 205 

(1), 217 (1), 245 (1), 247 (3), 248 (1), 260 (11), 261 (2), 262 (1), 273 (1), 287 (1), 316 (6, M
+
), 317 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (t, J=7.0 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.6 Hz, 3H, CH3 C1), 1.22-1.31 (m, 8H, 4×CH2 C13 C14 C21 C22), 1.26-1.37 (m, 6H, 3×CH2 C12 

C15 C20), 1.98-2.06 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C16 C19), 2.01-2.12 (m, 4H, 2×=CHCH2Csp
3
 C2 C11), 2.81 

(bdd, J=5.8, 5.8 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.27-5.44 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C17 

C18). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.22 (q, C23), 14.53 (q, C1), 20.59 (t, C2), 22.50 

(t, C22), 25.74 / 25.77 (2t, C5 C8), 27.26 (t, C19), 27.32 / 27.34 (2t, C11 C16), 29.34 / 29.39 / 29.52 / 

29.77 / 29.88 (5t, C12-C15 C20), 32.24 (t, C21), 127.30 (d, C4), 127.82 (d, C9), 128.36 / 128.38 (2d, 

C6 C7), 130.02 / 130.04 (2d, C17 C18), 130.51 (d, C10), 132.03 (d, C3). 
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H.3.4.2d (3Z,6Z,9Z,16Z)-Tricosa-3,6,9,16-tetraen ω7 (Z-Te.13) 

(16Z-Te.13) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (2), 41 (73), 42 (7), 43 (36), 51 (2), 52 (1), 53 (12), 54 

(15), 55 (67), 56 (7), 57 (11), 65 (6), 66 (10), 67 (78), 68 (13), 69 (30), 70 (3), 71 (4), 77 (17), 78 (15), 

79 (100), 80 (52), 81 (41), 82 (16), 83 (14), 84 (1), 85 (2), 91 (30), 92 (9), 93 (45), 94 (19), 95 (53), 96 

(16), 97 (7), 104 (1), 105 (12), 106 (6), 107 (19), 108 (93), 109 (20), 110 (6), 111 (2), 117 (2), 119 (8), 

120 (4), 121 (24), 122 (13), 123 (6), 124 (2), 133 (6), 134 (3), 135 (20), 136 (8), 137 (2), 138 (2), 147 

(5), 148 (3), 149 (7), 150 (3), 151 (2), 161 (5), 162 (2), 163 (3), 164 (3), 165 (1), 166 (1), 175 (4), 176 

(1), 177 (2), 178 (1), 180 (2), 189 (2), 191 (1), 192 (1), 194 (4), 203 (1), 205 (2), 206 (3), 217 (2), 219 

(1), 231 (1), 247 (3), 248 (1), 260 (6), 261 (1), 262 (1), 287 (1), 316 (7, M
+
), 317 (2).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.885 (t, J=7.0 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.4 Hz, 3H, CH3 C1), 1.23-1.31 (m, 8H, 4×CH2 C13 C20-C22), 1.32-1.40 (m, 6H, 3×CH2 C12 C14 

C19), 1.98-2.06 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C15 C18), 2.01-2.12 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C2 C11), 2.81 (bdd, 

J=5.8, 5.8 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.28-5.43 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C16 C17). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.25 (q, C23), 14.41 (q, C1), 20.70 (t, C2), 22.81 

(t, C22), 25.69 / 25.77 (2t, C5 C8), 27.33 (t, C15), 27.38 / 27.38 (2t, C11 C18), 29.13 / 29.15 (2t, C14 

C19), 29.72 / 29.82 /29.90 (3t, C12 C13 C20), 31.94 (t, C21), 127.28 (d, C4), 127.85 (d, C9), 128.43 / 

128.43 (2d, C6 C7), 129.91 / 130.16 (2d, C16 C17), 130.48 (d, C10), 132.12 (d, C3). 

(16E-Te.13) 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.880 (t, J=7.0 Hz, 3H, CH3 C23), 0.98 

(t, J=7.4 Hz, 3H, CH3 C1), 1.23-1.31 (m, 8H, 4×CH2 C13 C20-C22), 1.32-1.40 (m, 6H, 3×CH2 C12 C14 

C19), 1.94-2.00 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C15 C18), 2.01-2.12 (m, 4H, 2×=CHCH2CH2 C2 C11), 2.81 (bdd, 

J=5.8, 5.8 Hz, 4H, 2×=CHCH2CH= C5 C8), 5.28-5.43 (m, 8H, 8×=CH C3 C4 C6 C7 C9 C10 C16 C17). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.25 (q, C23), 14.41 (q, C1), 20.70 (t, C2), 22.81 

(t, C22), 25.69 / 25.77 (2t, C5 C8), 27.38 (t, C11), 28.97 / 29.00 (2t, C14 C19), 29.69 / 29.77 / 29.85 

(3t, C12 C13 C20), 31.91 (t, C21), 32.72 / 32.76 (2t, C15 C18), 127.28 (d, C4), 127.85 (d, C9), 128.43 

/ 128.43 (2d, C6 C7), 130.37 / 130.64 (2d, C16 C17), 130.51 (d, C10), 132.12 (d, C3). 

 

Die 70 eV-Massenspektren von Z-Te.10, Z-Te.11, Z-Te.12 und Z-Te.13 sind in 

Schwerpunktkapitel F.2 verglichen und die NMR-spektroskopischen Daten in Anhang G.5.2 

zusammengestellt.  
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H.3.5 (E)-selektive Synthesen von (3Z,6Z,9Z,x)-Tricosa-3,6,9,x-tetraenen  

H.3.5.1 Linolenylmesylat (#130) 

Analog der Methode für #117 wurde (9Z,12Z,15Z)-1-

(Methan-sulfonyloxy)octadeca-9,12,15-trien (#130) durch 

Veresterung des Fettalkohols dargestellt. Dazu wurden 

262 mg (0.99 mmol, 264.45 g/mol) Linolenylalkohol (#84) in 8 mL trockenem DCM gelöst. Unter 

Verwendung von 0.5 mL (0.37 mg, 3.6 mmol) TEA und 90 µl (133 mg, 1.16 mmol, 1.17 eq.) 

Methansulfonylchlorid in 3 mL DCM wurden 239 mg (ca. 0.57 mmol) Rohprodukt von #130 mit 

einer chemischen Reinheit von ca. 91% (GC) erhalten und zügig für die Folgestufe verwendet. 

M [C19H34O3S] = 342.54 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (2), 41 (55), 42 (5), 43 (13), 45 (2), 51 (1), 53 (7), 54 (7), 

55 (35), 56 (4), 57 (5), 65 (6), 66 (8), 67 (49), 68 (10), 69 (14), 70 (3), 71 (1), 77 (16), 78 (12), 79 

(100), 80 (47), 81 (31), 82 (11), 83 (6), 84 (2), 91 (33), 92 (8), 93 (36), 94 (17), 95 (37), 96 (7), 97 (6), 

105 (13), 106 (4), 107 (16), 108 (28), 109 (12), 110 (2), 117 (1), 119 (7), 120 (3), 121 (15), 122 (7), 

123 (2), 133 (4), 134 (1), 135 (10), 136 (5), 147 (2), 149 (3), 150 (2), 161 (1), 163 (1), 177 (1), 273 (1), 

286 (1), 313 (1), 342 (0.4, M
+
). 

H.3.5.2 (3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien-19-in (#132) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 0.19 mL 

(131 mg, 1.92 mmol, 3.8 eq., 68.12 g/mol, 

0.69 g/mL) frisch destilliertes 1-Pentin (#131) in 

10 mL trockenem THF gelöst und auf -40 °C gekühlt. 

Nach Zutropfen von 0.95 mL (1.52 mmol, 3.0 eq.) n-BuLi-Lösung (1.6 N in Hexan) wurde über 

2 h auf RT erwärmt. Die hellgrüne Lösung wurde mit 3 mL trockenem DMPU und 0.40 g 

(1.03 mmol, 2.1 eq., 369.38 g/mol) über P2O5 getrocknetes Tetra-n-butylammoniumiodid 

versetzt und auf -78 °C gekühlt. Dann wurden ca. 0.5 mmol (Rohprodukt) Linolenylmesylat 

(#130) in 2 mL THF zugetropft. Nach Rühren bei RT für 48 h wurde das Lösungsmittel entfernt 

und der Rückstand in 15 mL Pentan aufgenommen. Die organische Phase wurde je zweimal mit 

6 mL gesättigter NH4Cl- und NaHCO3-Lösung gewaschen, mit gesättigter NaCl-Lösung 

entwässert, über Mg2SO4 getrocknet und über 4 g Silica filtriert. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 4 g Silica mit Pentan als Laufmittel gereinigt. Es wurde 18 mg 

(0.06 mmol, 12%) Alkin #132 als farbloses Öl erhalten.   

Rf = 0.53 (PE) 

M [C23H38] = 314.55 g/mol 

OMs
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (2), 41 (59), 42 (4), 43 (12), 51 (2), 52 (3), 53 (14), 54 (9), 

55 (37), 56 (2), 57 (4), 65 (9), 66 (9), 67 (67), 68 (8), 69 (14), 71 (1), 77 (20), 78 (14), 79 (100), 80 

(39), 81 (35), 82 (7), 83 (5), 91 (29), 92 (6), 93 (34), 94 (11), 95 (27), 96 (3), 97 (2), 104 (1), 105 (13), 

106 (4), 107 (14), 108 (44), 109 (10), 117 (5), 118 (1), 119 (9), 120 (3), 121 (11), 122 (5), 123 (2), 131 

(5), 132 (1), 133 (10), 134 (4), 135 (7), 136 (3), 145 (3), 146 (2), 147 (6), 148 (2), 149 (3), 159 (3), 160 

(1), 161 (4), 162 (1), 163 (1), 173 (2), 175 (3), 187 (1), 189 (1), 201 (1), 215 (1), 229 (1), 245 (1), 285 

(1), 314 (0,2). 

H.3.5.3 (3Z,6Z,9Z,19E)-Tricosa-3,6,9,19-tetraen (E-Te.10) 

Die partielle Hydrierung der Dreifachbindung von 

(3Z,6Z,9Z)-Tricosa-3,6,9-trien-19-in (#132) erfolgte 

nach der Prozedur zur Reduktion der Fettsäureester 

zu den entsprechenden Alkoholen (s. E. amygdali). Dazu wurden 20 mg (0.53 mmol, 9 eq., 

37.95 g/mol) LAH in 4 mL trockenem THF suspendiert. Das Produkt der Alkin-Kupplung (18 mg, 

0.06 mmol) wurde in 1 mL THF gelöst und bei -40 ° zugegeben. Das Gemisch wurde 60 min bei 

RT gerührt und dann für 60 min zum Sieden erhitzt. Anschließend wurde wie für 

Linolenylalkohol (#84) beschrieben aufgearbeitet. Die säulenchromatographische Reinigung mit 

Pentan als Laufmittel lieferte ca. 10 mg (0.03 mmol, 56%) E-Te.10 als leicht gelbliches Öl.    

M [C23H40] = 316.57 g/mol 

(19E-Te.10)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (14), 40 (2), 41 (88), 42 (10), 43 (35), 51 (2), 52 (2), 53 (12), 54 

(15), 55 (87), 56 (9), 57 (10), 58 (2), 63 (1), 65 (7), 66 (10), 67 (74), 68 (14), 69 (30), 70 (4), 71 (4), 77 

(18), 78 (14), 79 (100), 80 (52), 81 (40), 82 (28), 83 (29), 84 (3), 85 (2), 91 (26), 92 (7), 93 (44), 94 

(22), 95 (46), 96 (14), 97 (9), 98 (2), 103 (1), 105 (9), 106 (4), 107 (17), 108 (78), 109 (18), 110 (4), 

111 (3), 117 (1), 119 (4), 120 (3), 121 (17), 122 (10), 123 (5), 124 (2), 125 (1), 133 (3), 134 (2), 135 

(14), 136 (7), 137 (2), 138 (1), 147 (2), 148 (1), 149 (6), 150 (2), 161 (1), 163 (2), 177 (1), 226 (3), 228 

(1), 247 (2), 260 (11), 261 (2), 262 (1), 287 (1), 316 (6, M
+
), 317 (1). 

Die massenspektrometrischen Daten von E-Te.10 sind nahezu identisch mit denen des Z-

Isomers (s. H.3.4.2a). 

H.3.5.4 Linolenylaldehyd (#133) 

Zur Darstellung von (9Z,12Z,15Z)-Octadeca-9,12,15-trienal 

(#133) wurde eine Lösung von 249 mg (0.94 mmol, 

264.46 g/mol) Linolenylalkohol (#84) in 10 mL trockenem DCM 

mit ca. 100 mg gepulvertem Molsieb 4Å versetzt und auf -20 °C abgekühlt. Nach portionsweiser 

Zugabe von 406 mg (1.88 mmol) PCC wurde über 2 h auf RT erwärmt. Die schwarzbraune 

Suspension wurde mit 20 mL Pentan verdünnt und der Feststoff über 5 g Silica abfiltriert. Das 

Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch über 
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30 g Kieselgel mit Petrolether / Essigester 20:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 159 mg 

(0.61 mmol, 262.44 M, 65%) #133 als farbloses Öl erhalten.   

Rf = 0.45 (PE/EE 10:1 v/v) 

M [C19H30O] = 262.44 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 41 (53), 42 (4), 43 (16), 44 (7), 53 (10), 54 (9), 55 (31), 57 

(9), 65 (8), 66 (9), 67 (60), 68 (11), 69 (11), 77 (21), 78 (13), 79 (100), 80 (47), 81 (36), 82 (10), 83 (5), 

91 (31), 92 (7), 93 (48), 94 (17), 95 (41), 96 (7), 97 (4), 98 (4), 105 (8), 107 (14), 108 (28), 109 (8), 

117 (4), 119 (5), 121 (10), 122 (5), 131 (5), 133 (4), 135 (6), 149 (3), 206 (2), 233 (0.5), 262 (1, M
+
). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.99 (t, 
3
JH18-H17=7.5 Hz, 3H, CH3 

C18), 1.27-1.37 (m, 6H, 3×CH2 C4-C6), 1.36-1.42 (m, 2H, CH2 C7), 1.59-1.69 (m, 2H, CH2 C3), 2.03-

2.10 (m, 2H, CH2 C8), 2.04-2.14 (m, 2H, CH2 C17), 2.43 (td, 
3
JH2-H3=7.4, 

3
JH2-H1=1.8 Hz, 2H, CH2 C3), 

2.82 (br.t, 
3
J=6.0 Hz, 4H, 2xCH2 C11 und C14), 5.28-5.42 (m, 4H, 4×=CH C10 C12 C13 und C15), 5.33-

5.45 (m, 2H, 2×=CH C9 und C16), 9.78 (t, 
3
JH1-H2=1.8 Hz, 1H, CHO). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.26 (q, C18), 20.54 (t, C17), 22.06 (t, C3), 25.52 

/ 25.61 (2t, C11 und C14), 27.17 (t, C8), 29.05 (t, C4), 29.12 (t, C5), 29.24 (t, C6), 29.54 (t, C7), 43.90 

(t, C2), 127.10 (d, C15), 127.77 (d, C10), 128.23 / 128.29 (2d, C12 und C13), 130.21 (d, C9), 131.96 

(d, C16), 202.98 (s, C1). 

H.3.5.5 (3Z,6Z,9Z,18E)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen (E-Te.11) 

Zur (18E)-selektiven Synthese von 

(3Z,6Z,9Z,18E)-Tricosa-3,6,9,18-tetraen (Te.11) 

wurde Linolenylaldehyd (#133) mit n-

Pentylidentriphenylphosphoran „nicht salzfrei“ olefiniert. Das WITTIG-Ylen wurde bei -40 °C aus 

950 mg (2.30 mmol, 413.34 g/mol) n-Pentyltriphenyl-phosphoniumbromid (#127) in 20 mL 

trockenem THF durch Zugabe von 1.0 mL (1.6 mmol, 2.8 eq.) n-BuLi-Lösung (1.6 N in Hexan) 

erzeugt. Die Lösung wurde 1 h bei -20 °C gerührt und anschließend bei -40 °C mit 150 mg 

(0.57 mmol, 262.44 g/mol) #133 in 4 mL THF versetzt. Nach Erwärmen auf RT über Nacht wurde 

das Reaktionsgemisch stark eingeengt und der Rückstand in 50 mL Diethylether/Pentan 1:1 

einpipettiert. Der ausfallende Feststoff wurde über 10 g Silica abfiltriert. Nach 

säulenchromatographischer Reinigung über 20 g Kieselgel mit Pentan als Laufmittel wurden 

112 mg (0.35 mmol, 62%) E-Te.11 als farbloses Öl erhalten. 

M [C23H40] = 316.57 g/mol 

Die massenspektrometrischen Daten von E-Te.11 entsprechen denen des Z-Isomers (s. 

H.3.4.2b). 
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H.4 Vinchuca Raubwanzen (Triatoma spp.) 

H.4.1 Übersicht 

H.4.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 

#142 Pentan-2,3-dion  

#144 Pentan-3-on 

#145 2-Methylbut-2-en 

#148, E- (E)-Pent-2-en [Aldrich] 

#148, Z- (Z)-Pent-2-en [Aldrich] 

#150 Pent-1-en-3-on 

#154 Butanon [Sigma-Aldrich] 

#155 Isobutyraldehyd (2-Methylpropanal) 

#156 n-Butanal 

#157, rac- (2RS)-2-Methylbutanal [Merck] 

#158 3-Methylbutanal [Merck] 

#159 n-Pentanal 

H.4.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen  

Aufklärung der Konstitution 
#143 Pentan-2,3-diol 

Ti.1 (4RS,5RS)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

rac-#146 (3RS)-2,3-Expoxy-2-methylbutan (2,2,3-Trimethyloxiran) 

rac-#141 (5RS)-2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan 

#147 (2RS,5RS)-2-tert-Butyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan 

2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 
Stereoselektive Synthese 

trans-#149 (2R*,3R*)-2,3-Epoxypentan 

cis-Ti.1 (4R*,5S*)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

cis-#149 (2R*,3S*)-2,3-Epoxypentan 

trans-Ti.1 (4R*,5R*)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Sharpless Asymmetrische syn-Dihydroxylierung 
2S,3S-#143 (2S,3S)-Pentan-2,3-diol 

2R,3R-#143 (2R,3R)-Pentan-2,3-diol 

4S,5S-Ti.1 (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

4R,5R-Ti.1 (4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Sharpless-Epoxidierung 
rac-#151 (3RS)-Pent-1-en-3-ol 

2R,3S-#153 (2R,3S)-1,2-Epoxypentan-3-ol  

2R,3S-#143 (2R,3S)-Pentan-2,3-diol 

4S,5R-Ti.1 (4S,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

2S,3R-#153 (2S,3R)-1,2-Epoxypentan-3-ol 

2S,3R-#143 (2S,3R)-Pentan-2,3-diol 

4R,5S-Ti.1 (4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

Enzymatische Reduktion 
2S,3R-#143 (2S,3R)-Pentan-2,3-diol 

4R,5S-Ti.1 (4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 
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4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane mit verschiedener Substitution an C2 
trans-Ti.2 (2RS,4R*,5R*)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan 

trans-Ti.3 (2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan 

trans-Ti.4 (2RS,4R*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-n-propyl-1,3-dioxolan 

trans-Ti.5 (2RS,4R*,5R*,1’RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

trans-Ti.6 (2RS,4R*,5R*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan 

trans-Ti.7 (2RS,4R*,5R*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

cis-Ti.7 (2RS,4R*,5S*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

H.4.2 Gewinnung von Naturstoffextrakten 

Biologische Präparate der Metasternaldrüsen von ♂♂ und ♀♀ von T. infestans und 

T. brasiliensis wurden von Prof. R. Unelius, Linnaeus University, SE, zur Verfügung gestellt. Von 

den Drüsenpräparaten wurden jeweils SPM- und Pentan-Extrakte für die GC/MS-Analytik 

gewonnen. Zunächst wurden flüchtige Verbindungen aus dem Gasraum über den Proben für ca. 

30 min bei 50 °C an SPME-Fasern mit Carboxen/Polydimethylsiloxan (CAR/PDMS)-

Beschichtung adsorbiert. Lösemittel-Extrakte wurden im Anschluss durch Verrühren mit 0.5 mL 

Pentan erhalten. Die organische Phase wurde jeweils über Magnesiumsulfat getrocknet, filtriert 

und eingeengt. 

H.4.3 Aufklärung der Konstitution von Ti.A 

H.4.3.1 (2RS,3RS)-Pentan-2,3-diol   (2RS,3RS-#143) 

Ein gleichteiliges Isomerengemisch von Pentan-2,3-diol (#143) wurde 

durch Reduktion von 2,3-Pentandion (#142) erhalten. Dazu wurden 596 mg 

(15.72 mmol, 2 eq., 37.95 g/mol) Lithiumaluminiumhydrid unter Schutzgas-

Atmosphäre in 20 mL trockenem Diethylether suspendiert und auf -20 °C 

gekühlt. Anschließend wurden 787 mg (7.86 mmol, 100.12 g/mol) Keton 

#142 gelöst in 4 mL Diethylether langsam zugetropft. Die Suspension wurde über ca. 3 h auf 0 °C 

erwärmt. Zur Zerstörung überschüssigen Reduktionsmittels wurden 1.15 mL 2 N wässrige 

Natronlauge (63.8 mmol H2O) zugetropft. Das Gemisch wurde unter Rühren auf RT erwärmt und 

der ausfallende flockige Niederschlag abfiltriert. Das Filtrat wurde über Magnesiumsulfat 

gerührt und über ca. 1 g Celite filtriert. Nach Kugelrohr-Destillation bei 200 mbar wurden 

438 mg (4.22 mmol, 54%) Pentan-2,3-diol (#143) mit einer Reinheit von 99% (GC) erhalten. Die 

beiden Diastereomere konnten gaschromatographisch an HP-5 als stationäre Phase getrennt 

werden, sodass ein Diastereomeren-Verhältnis von ca 2:3 (Elutionsreihenfolge) bestimmt 

werden konnte.  

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

GC  HP-5ms (60 m; 50/3-3-80-5-150-7.5-300):     α (trDia2/trDia1) = 1.044 

  Diastereomeren-Verhältnis: Dia 1 : Dia 2 = 2:3 

 HP-1 (30 m; 60/3-10-300): α (trDia2/trDia1) = 1.036   

OH
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Enantioselektive Gaschromarographie:  

Die vier Diastereomere von #143 konnten gaschromatographisch an Lipodex® E (3Bc-2,6P2-γ-CD, 

30 m; 60 °C isotherm) mit folgenden α-Werten getrennt werden (Tab. 82): 

Dia B Dia A α (trB/trA) 

  60 °C iso 

2 1 1.050 

3 1 1.117 

4 1 1.296 

4 2 1.235 

3 2 1.064 

4 3 1.160 

Die relative Konfiguration der Diastereomere konnte durch gaschromatographischen (HP-

5ms) und NMR-spektroskopischen Vergleich mit 2S,3S-#143 (s. F3.3.1.3), die absolute 

Konfiguration der Enantiomere gaschromatographisch (3Bc-2,6P2-γ-CD) nach enantioselektiver 

Synthese zugeordnet werden (s. H.4.5).  

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 37 (1), 38 (2), 39 (15), 40 (4), 40 (3), 41 (44), 42 (14), 43 (40), 

44 (6), 45 (87), 46 (3), 47 (3), 50 (1), 51 (1), 53 (2), 55 (5), 56 (1), 57 (29), 58 (36), 59 (100), 60 (4), 67 

(1), 68 (1), 69 (1), 70 (1), 71 (4), 75 (9), 86 (2), 89 (1).    

Diastereomer 2: Hauptprodukt 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.99 (t, 
3
JH4=7.5 Hz, 3H, CH3 C5), 1.14 

(d, 
3
JH2=6.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.40-1.51 (m, 2H, CH2 C4), 2.04 (d, 

2
JH2=5.0 Hz, 1H, OH C2), 2.08 (d, 

2
JH3=4.3 Hz, 1H, OH C3), 3.53 (dddd, 

3
JH4=8.0, 4.8, 

3
JOH3=4.3, 

3
JH2=3.5 Hz, 1H, CH C3), 3.80 (qdd, 

3
JH1=6.5, 

2
JOH2=5.0, 

3
JH3=3.5 Hz, 1H, CH C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 10.53 (q, C5), 16.75 (q, C1), 24.91 (t, C4), 70.32 

(d, C2), 76.61 (d, C3). 

Diastereomer 1: Nebenprodukt 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.99 (t, 
3
JH4=7.5 Hz, 3H, CH3 C5), 1.19 

(d, 
3
JH2=6.5 Hz, 3H, CH3 C1), 1.36-1.45 (m, 1H, CHH C4), 1.57 (dqd, 

2
JH4=14.1, 

3
JH5=7.5, 

3
JH3=3.8 Hz, 

1H, CHH C4), 2.26 (d, 
2
JH3=4.8 Hz, 1H, OH C3), 2.31 (d, 

2
JH2=4.5 Hz, 1H, OH C2), 3.26 (dddd, 

3
JH2=6.0, 

3
JH4=5.0, 3.8, 

2
JOH3=4.8, Hz, 1H, CH C3), 3.61 (qdd, 

3
JH1=6.5, 

3
JH3=6.0, 

3
JOH2=4.5 Hz, 1H, CH C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 10.02 (q, C5), 19.64 (q, C1), 26.34 (t, C4), 70.70 

(q, C2), 77.70 (q, C3). 

Offenbar reduzieren intramolekulare Wasserstoffbrücken die Protonen-

Austausch-Geschwindigkeit so stark, dass die OH-Signale und die jeweiligen 

Kopplungen mit den Methin-Protonen an C2 und C3 sichtbar werden (s. Anh. 

G.8.10). 
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H.4.3.2 (4RS,5RS)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4RS,5RS-Ti.1) 

Allgemeine Arbeitsvorschrift AAV 4:  

Zur Acetalisierung wurden 219 mg (2.11 mmol) Pentan-2,3-diol 

(#143) und 0.25 mL (203 mg, 2.36 mmol, 0.813 g/mL, 86.13 g/mol) 

Pentan-3-on (#144) unter Schutzgas-Atmosphäre in einer Rückfluss-

Apparatur mit Wasserabscheider in 30 mL trockenem Pentan gelöst. Die Lösung wurde mit 

57 mg (0.30 mmol, 0.14 eq., 190.22 g/mol) p-Toluolsulfonsäure versetzt und unter Rückfluss für 

16 h erhitzt. Anschließend wurde die organische Phase abdekantiert, zweimal mit je 20 mL 

gesättigter Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit gesättigter Natriumchlorid-Lösung 

gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Nach Entfernen des Lösungsmittels wurde 

das Rohprodukt säulenchromatographisch über ca. 15 g Kieselgel mit Pentan-Diethylether 30:1 

als Laufmittel gereinigt. Es wurden 290 mg (1.68 mmol, 79%) 2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-

dioxolan (4RS,5RS-Ti.1) als farbloses Öl erhalten. 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC α-Werte (trDia2/trDia1): 

 O-FFAP, 50 m 60/3-5-230: α =1.233  

 CP-Sil5 CB, 50 m 45-3.5-290: α =1.197  

 HP-1, 30 m 60/3-10-300: α =1.204 

GC (O-FFAP, 50 m; 60/3-5-230):  

 Diastereomeren-Verhältnis: Dia 1 : Dia 2 = 3:4    

Enantioselektive Gaschromarographie:  

Die vier Diastereomere von Ti.1 konnten gaschromatographisch an 2,3Me2-6T-β-CD (30 m, 

0.25 mm id) mit folgenden α-Werten getrennt werden (Tab. 83): 

Dia B Dia A α (trB/trA) α (trB/trA) 

  50 °C iso 60 °C iso 

2 1 1,056 1.047 

3 1 1,622 1.568 

4 1 1,735 1.650 

4 2 1,642 1.576 

3 2 1,536 1.497 

4 3 1,069 1.052 

Die relative Konfiguration der Diastereomere wurde durch gaschromatographischen (VF-

5ms) und NMR-spektroskopischen Vergleich mit cis-Ti.1 (s. F.3.3.1.3) zugeordnet. Die absolute 

Konfiguration der Enantiomere wurde gaschromatographisch (2,3Me2-6T-β-CD) nach 

enantioselektiver Synthese bestimmt (s. H.4.5).  
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Die massenspektrometrischen sowie die NMR-spektrometrischen Daten sind bei der 

Beschreibung der stereoselektiven Synthese des cis-Isomers (cis-Ti.1) bzw. des trans-Isomers 

(trans-Ti.1) aufgeführt.   

H.4.3.3 Nicht natürliche Dioxolane 

H.4.3.3a (3RS)-2,3-Expoxy-2-methylbutan  (2,2,3-Trimethyloxiran)  (rac-#146) 

Allgemeine Arbeitsvorschrift AAV 5: 

Nicht enantioselektive Epoxidierungen von Alkenen erfolgten mit m-

Chlorperbenzoesäure. Dazu wurden 0.48 mL (318 mg, 4.53 mmol) kommerziell 

erhältliches 2-Methyl-2-buten (#145) unter Schutzgas in 10 mL trockenem 

Dichlormethan gelöst und auf 0 °C gekühlt. Nun wurde langsam eine über 

Magnesiumsulfat getrocknete Lösung von 1.07 g (≙ 4.77 mmol, 172.57 g/mol) m-

Chlorperbenzoesäure (77% in H2O) in 10 mL Dichloromethan zugetropft. Das Gemisch wurde 

12 h bei RT gerührt und anschließend mit 10 mL Hexan verdünnt. Der volumige weiße 

Niederschlag wurde über ca. 3 g Silica abfiltriert und die erhaltene Lösung von 2,2,3-

Trimethyloxiran (rac-#146) ohne weitere Reinigung und Charakterisierung für die Epoxid-

Öffnung in der Folgestufe eingesetzt. 

M [C5H10O] = 86.13 g/mol 

H.4.3.3b (3RS)-2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan   (rac-#141) 

Allgemeine Arbeitsvorschrift AAV 6: 

Zur Acetal-Synthese wurden eine 0.48 ml (389 mg, 4.51 mmol) frisch 

destilliertes 3-Pentanone (#144) unter Schutzgas in 10 mL trockenem 

Dichlormethan gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dann wurde die zuvor 

dargestellte Lösung von 4.5 mmol rac-2,3-Expoxy-2methylbutan (rac-#146, 

in 20 mL DCM/Hexan 1:1) unter fortgesetzter Kühlung zugetropft. Die Lösung wurde mit 50 µL 

(57 mg, 0.4 mmol, 0.1 eq.) BF3
.
Et2O (10% in Et2O) versetzt und 6 h bei RT gerührt. Anschließend 

wurde das Lösemittel im Vakuum weitgehend entfernt und der Rückstand in 30 mL Et2O 

aufgenommen. Die organische Phase wurde jeweils zweimal mit je 15 mL gesättigter wässriger 

Na2SO3-, ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Die 

Reinigung mittels Säulenchromatographie über 30 g Silica mit einem Gemisch von Pentan / Et2O 

im Verhältnis 20:1 lieferte 482 mg (2.80 mmol, 62% über 2 Stufen) rac-2,2-Diethyl-4,4,5-

trimethyl-1,3-dioxolan (rac-#141) als farbloses Öl und mit einer chemischen Reinheit von 91% 

(GC). 

Rf (Pent / Et2O 10:1 v/v) = 0.41 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (24), 42 (8), 43 (18), 45 (7), 53 (2), 55 (11), 56 (5), 

57 (100), 58 (4), 59 (3), 67 (2), 69 (18), 70 (4), 71 (3), 75 (1), 85 (1), 86 (18), 87 (18), 88 (1), 114 (8), 

143 (40), 144 (4), 157 (1). 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 / 0.90 (2t, 
3
JH10-H9=7.3, 

3
JH12-

H11=7.3 Hz, 6H, 2×CH3 C10 und C12), 1.10 / 1.26 (2s, 6H, 2×CH3 C6 und C7), 1.18 (d, 
3
JH5=6.4 Hz, 3H, 

CH3 C8), 1.58-1.69 (m, 4H, 2×CH2, C9 und C11), 3.91 (q, 
3
JH8=6.4 Hz, 1H, CH C5). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.49 / 8.89 (2q, C10 und C12), 14.52 (q, C8), 

23.19 / 26.46 (2q, C6 und C7), 29.92 / 30.57 (2t, C9 und C11), 78.90 (s, C4), 79.28 (d, C5), 110.51 (s, 

C2). 

H.4.3.3c 2-tert-Butyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan  (#147) 

Bei der säulenchromatographischen Reinigung konnten 192 mg 

(1.12 mmol, 24%) des Nebenprodukts 2-tert-Butyl-4,4,5-trimethyl-1,3-

dioxolan (#147) als 5:4-Gemisch der beiden möglichen Diastereomere 

isoliert werden. Die Struktur wurde NMR-spektroskopisch aufgeklärt. Die 

beiden gaschromatographisch nicht vollständig separierten Isomere (DB-5ms, 30 m; 60/5-10-

300) lieferten identische Massenspektren. Ihnen konnten aber aus dem 1H-NMR-Mischspektrum 

individuelle Datensätze zugeordnet werden. 

Rf (Pent / Et2O 10:1 v/v) = 0.61 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (39), 40 (8), 41 (100), 42 (21), 43 (69), 44 (4), 45 (27), 51 (3), 53 

(9), 55 (26), 56 (4), 57 (44), 58 (5), 59 (11), 67 (4), 69 (61), 70 (57), 71 (18), 72 (4), 87 (85), 88 (6), 89 

(4), 115 (76), 116 (6), 128 (5), 157 (1), 171 (1), 172 (2, M
+
). 

Diastereomer 1: 
1H NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (s, 9H, 3×CH3 C10 bis C12), 1.10 / 1.25 (s / br.s, 6H, 2×CH3 

C6 und C7), 1.14 (d, 
3
JH5=6.3 Hz, 3H, CH3 C8), 3.64 (d, 

3
JH8=6.3 Hz, 1H, CH C5), 4.70 (s, 1H, CH C2). 

Diastereomer 2 
1H NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.91 (s, 9H, 3×CH3 C10 bis C12), 1.07 / 125 (s / br.s, 6H, 2×CH3 

C6 und C7), 1.18 (d, 
3
JH5=6.3 Hz, 3H, CH3 C8), 3.72 (d, 

3
JH8=6.3 Hz, 1H, CH C5), 4.55 (s, 1H, CH C2). 
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H.4.4 Stereoselektive Synthesen von Ti.1 

H.4.4.1 trans-(2R*,3R*)-2,3-Epoxypentan  (2-Ethyl-3-methyloxiran)   (trans-#149) 

Eine Lösung von 1.0 mL (647 mg, 9.22 mmol) kommerziell 

erhältlichem (E)-Pent-2-en (E-#148) in 15 ml trockenem Dichloromethan 

wurde auf 0 °C gekühlt und langsam mit einer über Magnesiumsulfat 

getrockneten Lösung von 2.07 g (77%, 9.22 mmol) m-

Chlorperbenzoesäure in 15 mL Dichloromethan versetzt. Nach Rühren für 16 h bei RT wurde 

mit 30 mL Hexan verdünnt und der weiße voluminöse Niederschlag über Silica abfiltriert. Die 

Lösung des Rohprodukts wurde ohne weitere Reinigung und Charakterisierung für die folgende 

Synthesestufe verwendet. 

M [C5H10O] = 86.13 g/mol 

H.4.4.2 cis-(4R*,5S*)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (cis-Ti.1) 

Eine Lösung von 0.34 mL (277 mg, 3.22 mmol) Pentan-3-on (#144) 

in 20 mL trockenem Dichlormethan wurde auf 0 °C abgekühlt und 

langsam mit 20 mL (3.07 mmol) der frisch präparierten Lösung von 

(2R*,3R*)-2-Ethyl-3-methyloxiran (trans-#149) versetzt. Nach Zugabe 

von 40 µL (45 mg, 0.32 mmol) BF3
.
Et2O wurde die Reaktionslösung 

12 h bei RT gerührt, anschließend in vacuo eingeengt und der Rückstand in 40 mL Diethylether 

aufgenommen. Die organische Phase wurde jeweils zweimal mit je 20 mL gesättigter 

Natriumsulfit-, gesättigter Natriumhydrogencarbonat- und gesättigter Natriumchlorid-Lösung 

gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel entfernt. Das Rohprodukt 

wurde säulenchromatographisch über 20 g Silica mit einem Gemisch von Pentan und 

Diethylether im Verhältnis 30:1 gereinigt. Es wurden 301 mg (1.75 mmol, 57% über 2 Stufen) 

cis-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (cis-Ti.1) mit einer chemischen Reinheit von 96% (GC) 

als farbloses Öl erhalten. Damit konnte dem später eluierenden Diastereomer cis-Konfiguration 

zugeordnet werden. 

Rf (Pent / Et2O 30:1 v/v) = 0.29 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (VF-1ms, 30 m; 60/5-10-300)):  

 de (cis ≙ Dia 2) = 99.6%  

    α-Werte: s. 4RS,5RS-Ti.1 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m) α-Werte (trEnant4/trEnant3), vgl. (4RS,5RS)-Ti.1: 

 50 °C isotherm:  α =1.069 

 60 °C isotherm: α =1.052 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (13), 42 (4), 43 (5), 45 (7), 55 (9), 56 (4), 57 (100), 58 (4), 

69 (39), 70 (4), 75 (3), 86 (14), 87 (12), 114 (5), 125 (0.4), 128 (1), 143 (52), 144 (5), 157 (0.3), 170 

(0.1), 171 (0.1).    

1H-NMR, 1H,1H-COSY, NOESY, HSQC, HMBC (500 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.93 (t, 
3
JH6=7.4 Hz, 3H, CH3 

C7), 0.94 (t, 
3
JH11=7.5 Hz, 3H, CH3 C12), 1.02 (t, 

3
JH9=7.5 Hz, 3H, CH3 C10), 0.98 (d, 

3
JH5=6.4 Hz, 3H, 

CH3 C8), 1.10 (dqd, 
2
JH6=13.0, 

3
JH7=7.4, 

3
JH4=4.3 Hz, 1H, CHH C6), 1.43 (ddq, 

3
JH6=13.0, 

3
JH4=9.3, 

3
JH7=7.4 Hz, 1H, CHH C6), 1.65 (q, 

3
JH12=7.5 Hz, 2H, CH2 C11), 1.73 (q, 

3
JH10=7.5 Hz, 2H, CH2 C9), 3.75 

(ddd, 
3
JH6=9.3, 4.3, 

3
JH5=6.4 Hz, 1H, CH C4), 4.04 (qd, 

3
JH8, H4=6.4, 6.4 Hz, 1H, CH C5). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 8.38 (q, C10), 9.05 (q, C12), 11.10 (q, C7), 15.92 

(q, C8), 23.54 (t, C6), 29.58 (t, C11), 30.63 (t, C9), 73.64 (d, C5), 79.51 (d, C4), 111.09 (s, C2). 

H.4.4.3 cis-(2R*,3S*)-2,3-Epoxypentan   (cis-#149) 

(2R*,3S*)-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) wurde ausgehend von 

1.0 mL (647 mg, 9.22 mmol) (Z)-Pent-2-en (Z-#148) der für cis-#149 

beschriebenen Prozedur folgend synthetisiert und als Rohprodukt in der 

nächsten Stufe eingesetzt. 

M [C5H10O] = 86.13 g/mol 

H.4.4.4 trans-(4R*,5R*)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (trans-Ti.1) 

Die Darstellung von trans-Ti.1 erfolgte nach der für das cis-Isomer 

beschriebenen Synthese unter Verwendung von 3.07 mmol (2R*,3S*)-

2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) in 10 mL trockenem 

Dichloromethan. Durch säulenchromatographische Reinigung wurden 

338 mg (1.96 mmol, 64% über 2 Stufen) trans-2,2,4-Triethyl-5-

methyl-1,3-dioxolan (trans-Ti.1) mit einer chemischen Reinheit (GC) von 97% als farbloses Öl 

isoliert.  

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (VF-1ms, 30 m; 60/5-10-300):  

 de (trans ≙ Dia 1) = 99.5%  

    α-Werte: s. 4RS,5RS-Ti.1 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m) α-Werte (trEnant2/trEnant1), vgl. (4RS,5RS)-Ti.1: 

 50 °C isotherm:  α =1.056 

 60 °C isotherm: α =1.047 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (18), 42 (6), 43 (6), 45 (8), 55 (14), 56 (5), 57 (100), 58 (4), 

69 (65), 70 (7), 75 (3), 86 (22), 87 (11), 114 (10), 125 (0.3), 128 (2), 143 (57), 144 (5), 157 (0.1), 170 

(0.04), 171 (0.03).  

 

 

O
4

3
2

1

5

(2S*,3R*)

+ ent

O

O

8

6
7

9

1211

10

1
2

3

5

4

(4S,5S) + ent

ent +



Enantioselektive Synthesen von Ti.1 - Sharpless Asymmetrische Dihydroxylierung H.4.5 

 

701 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, NOESY, HSQC, HMBC (500 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.93 (t, 
3
JH6=7.4 Hz, 3H, CH3 

C7), 0.99 / 1.00 (2t, 
3
JH9 / H11=7.5 / 7.5 Hz, 6H, 2×CH3 C10 und C12), 1.07 (d, 

3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 

1.32 (dqd, 
2
JH6=13.8, 

3
JH7=7.4, 

3
JH4=4.3 Hz, 1H, CHH C6), 1.41 (ddq, 

2
JH6=13.8, 

3
JH4=7.7, 

3
JH7=7.4 Hz, 

1H, CHH C6), 1.68 / 1.69 (2q, 
3
JH10 / H12=7.5 / 7.5 Hz, 4H, 2×CH2 C9 und C11), 3.35 (ddd, 

3
JH5=8.2, 

3
JH6=7.7, 4.3 Hz, 1H, CH C4), 3.57 (dq, 

3
JH4=8.2, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH C5). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 8.41 / 8.44 (2q, C10 und C12), 10.58 (q, C7), 17.86 

(q, C8), 25.62 (t, C6), 31.26 / 31.29 (2t, C9 und C11), 77.16 (d, C5), 84.33 (d, C4), 111.51 (s, C2). 

H.4.5 Enantioselektive Synthesen von Ti.1 - SHARPLESS Asymmetrische 
Dihydroxylierung 

H.4.5.1 syn-(2S,3S)-2,3-Pentandiol   (2S,3S-#143) 

Zur Asymmetrischen syn-Dihydroxylierung (AD) nach SHARPLESS wurden 

1.43 g AD-mix α [entsprechend 1.00 g, 3.1 mmol K3Fe(CN)6; 419 mg, 

3.1 mmol K2CO3; 0.76 mg, 2 μmol K2OsO2(OH)4; 8.0 mg, 10 μmol (DHQ)2-

PHAL] in einem Gemisch aus 5 ml tert-Butanol und 5 ml Wasser bei RT für 

5 min gerührt. Nach Zugabe von 96 mg (1.01 mmol) Methansulfonamid 

wurde auf 0 °C gekühlt, mit 108 µl (70 mg, 1.00 mmol, 0.647 g/mL, 70.14 g/mol) (E)-2-Penten 

(E-#148) versetzt und das Gemisch 40 h bei 0 °C gerührt. Anschließend wurde bei dieser 

Temperatur 1.50 g (11.9 mmol) festes Natriumsulfit zugegeben. Nach Erwärmen auf RT wurde 

für 1 h gerührt und dann mit 10 mL Ethylacetat verdünnt. Die Phasen wurden getrennt, und die 

wässrige Phase wurde dreimal mit je 5 mL Essigester extrahiert. Die vereinigten organischen 

Phasen wurden zweimal mit NaCl-gesättigter wässriger 2 N NaOH-Lösung gewaschen, über 

MgSO4 getrocknet und in vacuo eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch 

über 10 g Silica mit Pentan / Essigester 2:1 als Laufmittel gereinigt. Auf diese Weise wurden 

70 mg (0.67 mmol, 67%) (2S,3S)-2,3-Pentandiol (2S,3S-#143) mit einer chemischen Reinheit von 

96% (GC) als farbloses Öl erhalten.    

Rf (Pent / EE 2:1 v/v) = 0.41 

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

Enantioselektive GC (3Bc-2,6P-γ-CD, Lipodex® E, 30 m; 60 °C isotherm):  

 ee (S,S ≙ Enant 1) = 96% 

Die massenspektrometrischen Daten (GC/MS) von 2S,3S-#143 stimmen mit denen durch MS-

Direkteinlassen von 2RS,3RS-#143 bestimmten überein. Die NMR-spektroskopischen Daten und 

die gaschromatographische Retentionszeit (HP-5ms) von 2S,3S-#143 entsprechen denen des 

früher eluierenden, geringer konzentrierten Diastereomers 1 von 2RS,3RS-#143. Diesem konnte 

damit syn-Konfiguration zugeordnet werden.  
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H.4.5.2 syn-(2R,3R)-2,3-Pentandiol   (2R,3R-#143) 

Die Synthese von optisch aktivem 2R,3R-#143 erfolgte ausgehend von 

104 µl (67mg, 0.96 mmol)  (E)-2-Penten (E-#148) unter Verwendung von 1.44 

g AD-mix β [1.01 g, 3.1 mmol K3Fe(CN)6; 421 mg, 3.1 mmol K2CO3; 0.76 mg, 

2 μmol K2OsO2(OH)4; 8.0 mg, 10 μmol (DHQD)2-PHAL]. Nach der für 2S,3S-

#143 beschriebenen Prozedur konnten 65 mg (0.62 mmol, 62%) (2R,3R)-2,3-

Pentandiol (2R,3R-#143) mit einer chemischen Reinheit von 95% (GC, HP-1) isoliert werden 

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

Enantioselektive GC (3Bc-2,6P-γ-CD, Lipodex® E, 30 m; 60 °C isotherm), vgl. (4RS,5RS)-#143:  

 ee (R,R ≙ Enant 2) = 93% 

 α (tr2R,3R/tr2S,3S) =1.050  

Die massenspektrometrische und NMR-spektroskopische Charakterisierung lieferte dem 

2S,3S-Enantiomer entsprechende Daten. 

H.4.5.3 trans-(4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4S,5S-Ti.1) 

Die Acetalisierung von 70 mg (0.67 mmol) (2S,3S)-2,3-Pentandiol 

(2S,3S-#143) zur Synthese von 4S,5S-Ti.1 erfolgte nach der Allgemeinen 

Arbeitsvorschrift AAV 4 (s. 4RS,5RS-Ti.1) unter Verwendung von 80 µl 

(65 mg, 0.75 mmol) Pentan-3-on (#144) in 25 mL trockenem Pentan als 

Lösemittel und mit 17 mg (0.09 mmol) p-TsOH als Katalysator. Die 

Säulenchromatographie über 10 g Silica mit Pentan / Diethylether 30:1 als Laufmittel lieferte 

93 mg (0.54 mmol, 81%)  (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (4S,5S-Ti.1) mit einer 

chemischen Reinheit von 97% (GC) als farbloses Öl. 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (HP-1, 30 m; 60/3-10-300):  cis-Isomere nicht detektiert 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m; 50 °C isotherm):   

 ee (S,S ≙ Enant 2) = 92% 

    α-Werte s. trans-Ti.1 

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopische Daten sind identisch mit denen 

von racemischem trans-Ti.1. 
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H.4.5.4 trans-(4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4R,5R-Ti.1) 

Die Darstellung von 4R,5R-Ti.1 erfolgte analog der Synthese des 

Enantiomeren 4S,5S-Ti.1 aus 65 mg (0.62 mmol) (2R,3R)-2,3-Pentandiol 

(2R,3R-#143) und 72 µl (58 mg, 0.68 mmol) Pentan-3-on (#144). Nach 

der Reinigung wurden 84 mg (0.49 mmol, 79%, chem. Reinheit 96% GC) 

(4R,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (4R,5R-Ti.1) als farbloses 

Öl erhalten.  

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (HP-1, 30 m; 60/3-10-300):  cis-Isomere nicht detektiert 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m; 50 °C isotherm):   

 ee (R,R ≙ Enant 1) = 90% 

    α-Werte s. trans-Ti.1 

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopische Daten sind identisch mit denen 

von racemischem trans-Ti.1. 

H.4.6 Enantioselektive Synthesen von Ti.1 - SHARPLESS Asymmetrische 
Epoxidierung (AE) 

H.4.6.1 (3RS)-Pent-1-en-3-ol   (rac-#151) 

Zur regioselektiven Reduktion wurden 3.00 mL (2.54 g, 30.14 mmol, 

0.845 g/mL, 84.12 g/mol) frisch destilliertes Pent-1-en-3-on (#150) in 30 mL 

trockenem Methanol gelöst und auf -20 °C gekühlt. Nun wurden 1.17 g 

(30.93 mmol, 1.03 eq., 37.83 g/mol) festes Natriumborhydrid portionsweise 

innerhalb von 15 min zugegeben. Das Gemisch wurde unter Erwärmung auf RT für 90 min 

gerührt. Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt, und 3.0 mL (166 mmol) Wasser wurden langsam 

zugetropft. Das Lösemittel wurde im Vakuum auf ca. 5 mL reduziert und dann mit 20 mL 

Diethylether verdünnt. Die organische Phase wurde jeweils zweimal mit je 10 mL gesättigter 

Ammoniumchlorid-, und je einmal mit ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung gewaschen, über 

MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel entfernt. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 800 mbar gereinigt. Es wurden 1.62 (18.8 mmol, 62%) (3RS)-Pent-1-

en-3-ol (rac-#151) als farbloses Öl erhalten. 

M [C5H10O] = 86.13 g/mol 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 38 (3), 39 (13), 40 (15), 41 (21), 42 (4), 43 (13), 44 (5), 45 (3), 

50 (1), 51 (1), 53 (5), 55 (8), 56 (2), 57 (100), 58 (13), 59 (56), 60 (2), 67 (4), 68 (3), 69 (1), 71 (4), 85 

(2), 86 (4, M
+
). 
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1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.93 (t, 
3
JH4=7.5 Hz, 3H, CH3 C5), 1.56 (qd, 

3
JH5=7.6, 

3
JH3=6.4 Hz, 1H, CHH C4), 1.56 (qd, 

3
JH5=7.4, 

3
JH3=6.3 Hz, 1H, CHH C4), 4.03 (tddd, 

3
JH4=6.4, 

3
JH2=6.2, 

4
JH1=1.4, 1.1 Hz, 1H C3), 5.11 (ddd, 

3
JH2=10.4, 

2
JE-H1=1.5, 1.1 Hz, 1H, =CHZ C1), 5.22 (ddd, 

3
JH2=17.2, 

2
JZ-H1=1.5, 1.4 Hz, 1H, =CHHE C1), 5.86 (ddd, 

3
JE-H1=17.2, 

3
JZ-H1=10.4, 

3
JH3=6.2 Hz, 1H, =CH 

C2).   

13C-NMR, HSQC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 9.71 (q, C5), 30.01 (t, C4), 74.70 (d, C3), 114.90 (t, C1), 

141.13 (d, C2). 

H.4.6.2 (2R,3S)-1,2-Epoxypentan-3-ol   (2R,3S-#153) 

Die Kinetische Racematspaltung von racemischem Pent-1-en-3-ol (rac-

#151) erfolgte durch diastereoselektive Epoxidierung von nach SPARPLESS. 

Dazu wurden 174 mg (2.02 mmol) Substrat unter Argon-Atmosphäre mit 

0.60 mL (576 mg, 2.03 mmol, 1 eq., 0.96 g/mL, 284.25 g/mol) destilliertem 

Tetraisopropylorthotitanat (TIPT) und 0.50 mL (560 mg, 2.39 mmol, 1.2 eq., 

1.12 g/ml, 234.25 g/mol) destilliertem (2R,3R)-L-(+)-Weinsäurediisopropylester (DIPT) in 

20 mL trockenem Dichlormethan gelöst und auf -20 °C gekühlt. Die Lösung wurde mit 0.15 mL 

(135 mg ≙ 1.20 mmol, 0.6 eq., 0.90 g/mL, 90.12 g/mol) tert-Butylhydroperoxid (TBHP, 80% in 

Di-tert-Butylperoxid) versetzt und bei -18 °C für 40 h gerührt. Anschließend wurde das 

Reaktionsgemisch mit 20 mL Wasser und 0.5 g (4.0 mmol, 126.04 g/mol) Na2SO3 versetzt und 

das DCM im Vakuum entfernt. Der wässrige Rückstand wurde fünfmal mit je 15 mL Diethylether 

extrahiert, die organische Phase über MgSO4 getrocknet und einrotiert. Das Rohprodukt enthielt 

Pent-1-en-3-ol (#151) und 1,2-Epoxypentan-3-ol (#153) etwa im Verhältnis 1:1 sowie Reste von 

DIPT und wurde ohne weitere Reinigung und Bestimmung der Enantiomeren-Verhältnisse für 

die nächste Synthesestufe verwendet.  

M [C5H10O2] = 102.13 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (0,4), 39 (5), 40 (1), 41 (26), 42 (6), 43 (100), 44 (4), 45 (20), 46 

(1), 59 (4), 69 (1), 73 (1), 88 (1), 89 (2). 

H.4.6.3 anti-(2R,3S)-Pentan-2,3-diol   (2R,3S-#143) 

Zur Epoxid-Öffnung wurde das 1,2-Epoxypentan-3-ol (#153)-Rohprodukt 

der SPARPLESS-Epoxidierung mit Lithiumaluminiumhydrid umgesetzt. Dazu 

wurden 112 mg (2.95 mmol, 37.95 g/mol) Reduktionsmittel unter Schutzgas 

in 15 mL trockenem THF suspendiert und auf -20 °C gekühlt. Der Suspension 

wurde langsam das in 3 mL THF gelöste Rohprodukt (137 mg) zugetropft. 

Das Gemisch wurde unter langsamer Erwärmung auf RT für 6 h gerührt und anschließend wie 

für (2RS,3RS)-#143 beschrieben aufgearbeitet. Die säulenchromatographische Reinigung über 

25 g Silica mit Pentan / Essigester 2:1 als Laufmittel lieferte 64 mg (0.61 mmol, 30% über 2 
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Stufen bezogen auf das Racemat des Edukts) (2R,3S)-2,3-Pentandiol (2R,3S-#143) als farbloses 

Öl.  

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

GC (HP-5ms, 60 m; 50/3-3-80-5-150-7.5-300):   de (anti-syn) = 93%    

Enantioselektive GC (3Bc-2,6P-γ-CD, Lipodex® E, 30 m; 60 °C isotherm):  

 ee (R,S ≙ Enant 4) > 98% 

Die massenspektrometrischen Daten (GC/MS) von 2R,3S-#143 stimmen mit denen durch MS-

Direkteinlassen von 2RS,3RS-#143 bestimmten überein. Die NMR-spektroskopischen Daten 

entsprechen denen des später eluierenden Diastereomers 2 von 2RS,3RS-#143, was die 

Zuordnung der anti-Konfiguration bestätigt. 

H.4.6.4 cis-(4S,5R)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4S,5R-Ti.1) 

Die Acetalisierung von 32 mg (0.31 mmol) (2R,3S)-2,3-Pentandiol 

(2R,3S-#143) in 25 mL trockenem Pentan erfolgte nach AAV 4 analog 

4RS,5RS-Ti.1 unter Verwendung von 70 mg (0.81 mmol, 86.13 g/mol) 

Pentan-3-on (#144) und 10 mg (0.05 mmol) p-TsOH. Die 

säulenchromatographische Reinigung über 10 g Silica mit 

Pentan / Diethylether 30:1 als Laufmittel lieferte 42 mg (0.24 mmol, 79%)  (4S,5R)-2,2,4-

Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (4S,5R-Ti.1) als farbloses Öl.   

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m; 50 °C isotherm):   

 ee (R,R ≙ Enant 3) = ca. 73% 

    α-Werte s. cis-Ti.1 

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopische Daten sind identisch mit denen 

von racemischem cis-Ti.1.  

H.4.6.5 (2S,3R)-1,2-Epoxypentan-3-ol   (2S,3R-#153) 

Die Synthese des Epoxids (2S,3R)-#153 erfolgte analog der seines 

Enantiomeren (2S,3R)-#153 aus 152 mg (1.76 mmol) racemischem Pent-1-

en-3-ol (rac-#151) in 20 mL trockenem Dichlormethan unter Verwendung 

von 0.52 mL (499 mg, 1.76 mmol) TIPT, 0.45 mL (504 mg, 2.15 mmol)  

(2S,3S)-D-(-)-DIPT und 0.13 mL (117 mg ≙ 1.04 mmol) TBHP (80%). Das 

Reaktionsgemisch wurde wie oben beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt für die 

Folgestufe verwendet. 

M [C5H10O2] = 102.13 g/mol 
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H.4.6.6 anti-(2S,3R)-Pentan-2,3-diol   (2S,3R-#143) 

Das Epoxid (2S,3R)-1,2-Epoxypentan-3-ol (2S,3R-#153) wurde nach der 

Synthesevorschrift für (2R,3S)-#143 durch Reaktion des Rohprodukts mit 

98 mg (2.58 mmol) Lithiumaluminiumhydrid in 10 mL THF geöffnet. Nach 

analoger Reinigung wurden 49 mg (0.47 mmol, 27% über 2 Stufen bezogen 

auf das Racemat des Edukts) (2R,3S)-2,3-Pentandiol (2S,3R-#143) als 

farbloses Öl erhalten. 

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

Enantioselektive GC (3Bc-2,6P-γ-CD, Lipodex® E, 30 m; 60 °C isotherm):  

 ee (S,R ≙ Enant 3) > 98% 

 α (tr2S,3R/tr2R,3S) = 1.160  

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopischen Daten sind identisch mit denen 

von 2R,3S-#143.   

H.4.6.7 cis-(4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4R,5S-Ti.1) 

Der AAV 4 folgend, analog zu 4RS,5RS-Ti.1, wurden 23 mg 

(0.22 mmol) (2S,3R)-2,3-Pentandiol (2S,3R-#143) und 50 mg 

(0.58 mmol, 86.13 g/mol) Pentan-3-on (#144) in 25 mL trockenem 

Pentan gelöst und mit 10 mg (0.05 mmol) p-TsOH versetzt. Nach 

Erhitzen unter Rückfluss am Wasserabscheider wurde gemäß AAV 4 

aufgearbeitet und gereinigt. So wurden 31 mg (0.18 mmol, 83%)  (4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-

methyl-1,3-dioxolan (4R,5S-Ti.1) als farbloses Öl erhalten. 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m; 50 °C isotherm):   

 ee (R,R ≙ Enant 4) = ca. 73% 

    α-Werte s. cis-Ti.1 

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopische Daten sind identisch mit denen 

von racemischem cis-Ti.1.  
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H.4.7 Enantioselektive Synthesen von Ti.1 - Enzymatische Reduktion 

H.4.7.1 anti-(2S,3R)-Pentan-2,3-diol   (2S,3R-#143) 

Zur enzymatischen Reduktion wurden 0.80 mL (768 mg, 7.67 mmol, 

0.96 g/mL, 100.12 g/mol) 2,3-Pentandion (#142) mit einer Aufschlämmung 

von 32 g gefriergetrockneter Bäckerhefe (Saccharomyces cerevisiae) in 

240 mL Wasser gemischt und bei 31 °C im Wasserbad für 24 h gerührt. 

Anschließend wurde das Gemisch mit 5000 U/min für 15 min zentrifugiert 

und danach die überstehende Lösung von der Hefe abdekantiert. Die wässrige Phase wurde mit 

NaCl ausgesalzen und viermal mit je 30 mL Ethylacetat extrahiert. Die vereinigten organischen 

Phasen wurden über MgSO4 getrocknet und im Vakuum konzentriert. Die für (2S,3S)-#143 

beschriebene säulenchromatographische Reinigung lieferte 64 mg (5.37 mmol, 70% über 2 

Stufen bezogen das Racemat des Edukts) (2R,3S)-2,3-Pentandiol (2R,3S-#143) mit einer 

chemischen Reinheit von 85% (GC, HP-1).    

M [C5H12O2] = 104.15 g/mol 

GC (HP-1, 30 m; 60/3-10-300):   de (anti-syn) = ca. 92%    

Enantioselektive GC (3Bc-2,6P-γ-CD, Lipodex® E, 30 m; 60 °C isotherm):  

 ee  > 95% 

Die massenspektrometrischen Daten und gaschromatographischen Retentionszeiten sind 

identisch mit den zuvor für diese Verbindung gemessenen Daten. 

H.4.7.2 cis-(4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4R,5S-Ti.1) 

Nach AAV 4 wurden 200 mg (1.92 mmol) (2S,3R)-2,3-Pentandiol 

(2S,3R-#143) und 0.25 mL (203 mg, 2.36 mmol) Pentan-3-on (#144) in 

60 mL trockenem Pentan unter Katalyse durch 80 mg (0.42 mmol) p-

TsOH zu (4R,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolan (4R,5S-Ti.1) 

umgesetzt. Die Reaktion lieferte die Zielverbindung mit einer Ausbeute 

von 67% (223 mg, 1.29 mmol, chemische Reinheit ca. 95%, GC, HP-1).   

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (HP-1, 30 m; 60/3-10-300):   de (cis-trans) = ca. 93%    

Enantioselektive GC (2,3Me2-6T-β-CD, 30 m; 50 °C isotherm):   

 ee  = 75%  

Das 70 eV-Massenspektrum und die gaschromatographischen Retentionszeiten sind 

identisch mit den zuvor für diese Verbindung gemessenen Daten. 
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H.4.8 trans-4-Ethyl-5-methyl-1,3-dioxolane mit verschiedener Substitution an C2 

Die Synthesen der trans-4-Ethyl-5-methyl-1,3-Dioxolane Ti.2, Ti.3, Ti.4, Ti.5, Ti.6 und Ti.7 mit 

unterschiedlichen Substituenten in Position 2 zur Überprüfung der Strukturvorschläge für die 

Naturstoffe Ti.B bis Ti.F erfolgten nach der Allgemeinen Arbeitsvorschrift AAV 6 (Synthese von 

rac-#141). Das dafür benötigte (2R*,3S*)-2,3-Epoxypentan (cis-#149) wurde wie oben 

beschrieben jeweils direkt vor der Umsetzung zum 1,3-Dioxan frisch präpariert. Von der so 

erhaltenen Lösung bekannter Konzentration (max. 9.22 mmol in 60 mL DCM / Hexan 1:1) wurde 

jeweils ein definierter Volumenanteil (meist 10 mL entsprechend max. 1.53 mmol Epoxid) für 

die Acetalisierung verwendet.   

H.4.8.1 (2RS,4S*,5S*)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan   (Ti.2) 

Eine Lösung von 1.53 mmol (2R*,3S*)-

2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) in 

10 mL trockenem Dichloromethan / Hexan 

1:1 wurde mit 10 mL DCM verdünnt, auf 

0 °C gekühlt und mit 50 µL (57 mg, 

0.40 mmol) BF3
.
Et2O versetzt. Nach Zugabe von 121 mg (1.67 mmol, 1.1 eq., 72.11 g/mol) frisch 

destilliertem kommerziellen 2-Butanon (#154) in 5 mL DCM wurde die Lösung für 12 h bei RT 

gerührt. Anschließend wurden 2 mL ges. wässrige NaHCO3-Lösung zugefügt. Nach Rühren für 

weitere 15 min wurde die organische Phase abgetrennt, über MgSO4 getrocknet, filtriert und im 

Vakuum konzentriert. Der Rückstand wurde säulenchromatographisch über Silica mit 

Pentan / Diethylether 20:1 als Laufmittel geeinigt. Es wurden 129 mg (0.82 mmol, 54% über 2 

Stufen, chem. Reinheit > 95%, GC) (2SR,4S*,5S*)-2,4-Diethyl-2,5-dimethyl-1,3-dioxolan (Ti.2) als 

farbloses Öl erhalten. 

M [C9H18O2] = 158.24 g/mol 

Rf = 0.25 (Pent / Et2O 15:1 v/v) 

GC (Optima FFAP, 50 m; 60/3-5-230)  

 α -Wert (trEpi2/trEpi1) = 1.007 

 Epimeren-Verhältnis: 2R : 2S = 1:1  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 41 (33), 42 (3), 43 (100), 45 (23), 53 (3), 55 (14), 56 (19), 57 

(49), 58 (6), 59 (8), 69 (96), 70 (6), 71 (4), 72 (45), 73 (28), 74 (3), 87 (15), 100 (18), 114 (5), 129 (70), 

130 (5), 143 (17), 156 (0.1), 157 (0.1, M
+
-1). 

(2R*,4S*,5S*)-Ti.2 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.933 (t, 
3
JH6=7.4 Hz, 3H, CH3 C7), 1.02 

(t, 
3
JH9=7.4 Hz, 3H, CH3 C10), 1.068 (d, 

3
JH5=5.8 Hz, 3H, CH3 C8), 1.32-1.48 (m, 2H, CH2 C6), 1.38 (s, 

3H, CH3 C11), 1.72 (q, 
3
JH10=7.4 Hz, 2H, CH2 C9), 3.39 (ddd, 

3
JH5=8.2, 

3
JH6=7.6, 4.3 Hz, 1H, CH C4), 3.54 

(dq, 
3
JH4=8.2, 

3
JH8=5.8 Hz, 1H, CH C5). 
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6C6): δ [ppm] = 8.52 (q, C10), 10.51 (q, C7), 18.26 (q, C8), 25.35 (t, 

C6), 25.52 (q, C11), 33.82 (t, C9), 77.39 (d, C5), 83.72 (d, C4), 109,69 (s, C2). 

(2S*,4S*,5S*)-Ti.2 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.925 (t, 
3
JH6=7.4 Hz, 3H, CH3 C7), 1.01 

(t, 
3
JH9=7.4 Hz, 3H, CH3 C10), 1.073 (d, 

3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 1.26-1.40 (m, 2H, CH2 C6), 1.36 (s, 

3H, CH3 C11), 1.70 (q, 
3
JH10=7.4 Hz, 2H, CH2 C9), 3.32 (ddd, 

3
JH5=8.3, 

3
JH6=7.6, 4.4 Hz, 1H, CH C4), 3.61 

(dq, 
3
JH4=8.3, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH C5). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6C6): δ [ppm] = 8.55 (q, C10), 10.59 (q, C7), 17.54 (q, C8), 25.47 

(q, C11), 25.92 (t, C6), 33.75 (t, C9), 76.56 (d, C5), 84.57 (d, C4), 109,64 (s, C2). 

H.4.8.2 (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-dioxolan   (Ti.3) 

Das Dioxolan (Ti.3) wurde nach AAV 6 

aus 1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-

methyloxiran (cis-#149) in 10 mL 

trockenem Dichloromethan / Hexan 1:1 

unter Verwendung von 120 mg (1.66 

mmol, 0.80 g/mL, 72.11 g/mol) frisch destilliertem iso-Butanal (#155) und 50 µL (57 mg, 

0.40 mmol) BF3
.
Et2O dargestellt. Nach Aufarbeitung und Reinigung wurden 167 mg (1.06 mmol, 

69% über 2 Stufen, chem. Reinheit 91%) (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylethyl)-1,3-

dioxolan (Ti.3) als farbloses Öl erhalten. 

M [C9H18O2] = 158.24 g/mol 

GC (Optima FFAP, 50 m; 60/3-5-230)  

 α-Wert (trEpi2/trEpi1) = 1.018 

 Epimeren-Verhältnis: 2R : 2S = 1:1  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 41 (34), 42 (5), 43 (18), 45 (45), 55 (12), 56 (54), 57 (21), 58 

(4), 59 (5), 69 (100), 70 (9), 71 (6), 72 (4), 73 (5), 87 (5), 100 (12), 114 (3), 115 (96), 116 (6), 129 (1), 

157 (3), 158 (0.3, M
+
).  

(2S*,4S*,5S*)-Ti.3 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.88 (t, 
3
JH6=7.4 Hz, 3H, CH3 C7), 1.049 

(br.d, 
3
JH9=6.8 Hz, 6H, 2×CH3 C10 und C11), 1.10 (d, 

3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 1.19-1.46 (m, 2H, CH2 

C6), 1.93 (sptd, 
3
JH10/11=6.8, 

3
JH2=4.5 Hz, 1H, CH C9), 3.30 (ddd, 

3
JH6=7.7, 4.8, 

3
JH5=7.6 Hz, 1H, CH C4), 

3.50 (dq, 
3
JH4=7.6, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH C5), 4.81 (d, 

3
JH9=4.5 Hz, 1H, CH C2).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.35 (q, C7), 17.05 / 17.07 (2q, C10 und C11), 

17.93 (q, C8), 25.88 (t, C6), 33.02 (d, C9), 78.16 (d, C5), 84.07 (d, C4), 107.49 (d, C2).  
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(2R*,4S*,5S*)-Ti.3 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.89 (t, 
3
JH6=7.5 Hz, 3H, CH3 C7), 1.02 

(d, 
3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 1.051 (br.d, 

3
JH9=6.8 Hz, 6H, 2×CH3 C10 und C11), 1.25-1.52 (m, 2H, CH2 

C6), 1.90 (sptd, 
3
JH10/11=6.8, 

3
JH2=4.5 Hz, 1H, CH C9), 3.26 (ddd, 

3
JH5=7.4, 

3
JH6=7.2, 2.3 Hz, 1H, CH C4), 

3.55 (dq, 
3
JH4=7.4, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH C5),4.85 (d, 

3
JH9=4.5 Hz, 1H, CH C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.38 (q, C7), 17.16 / 17.18 (2q, C10 und C11), 

18.36 (q, C8), 25.59 (t, C6), 33.02 (d, C9), 76.82 (d, C5), 85.11 (d, C4), 107.23 (d, C2).  

H.4.8.3 (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-n-propyl-1,3-dioxolan   (Ti.4) 

Das 2-n-Propyl-verzweigt Derivat (Ti.4) wurde gemäß AAV 6 

durch Reaktion von 1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-methyloxiran 

(cis-#149) in 10 mL trockenem Dichloromethan / Hexan 1:1 mit 

122 mg (1.69 mmol, 0.80  g/mL, 72.11 g/mol) frisch destilliertem 

n-Butanal (#156) unter Verwendung von 50 µL (57 mg, 

0.40 mmol) BF3
.
Et2O synthetisiert. Abweichend von der Vorschrift wurde das Rohprodukt nach 

der Aufarbeitung durch Kugelrohrdestillation bei 300 mbar gereinigt. Er wurden 108 mg (0.69 

mmol, 45% über 2 Stufen, chem. Reinheit 85%) (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-n-propyl-1,3-

dioxolan (Ti.4) als farbloses Öl erhalten. 

M [C9H18O2] = 158.24 g/mol 

GC VF-1ms (30 m; 60/5-10-300):  α (trEpi2/trEpi1) = 1.040 

  Epimeren-Verhältnis: 2R : 2S = 39:61 

 HP-1 (30 m; 60/3-10-300):   α (trEpi2/trEpi1) = 1.061  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 41 (33), 42 (3), 43 (100), 45 (23), 53 (3), 55 (14), 56 (19), 57 

(49), 58 (6), 59 (8), 69 (96), 70 (6), 71 (4), 72 (45), 73 (28), 74 (3), 87 (15), 100 (18), 114 (5), 129 (70), 

130 (5), 143 (17), 156 (0.1), 157 (0.1, M
+
-1). 

H.4.8.4 (2SR,4S*,5S*,1´RS)-4-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-dioxolan   (Ti.5) 

Gemäß AAV 6 wurden 146 mg 

(1.70 mmol, 0.804  g/mL, 

86.13 g/mol) frisch destilliertes 

kommerzielles rac-2-Methylbutanal 

(rac-#157) in 2 mL trockenem DCM 

zu einer Lösung von 1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-methyloxiran (cis-#149) und 50 µL (57 mg, 

0.40 mmol) BF3
.
Et2O in 20 mL trockenem Dichloromethan / Hexan 1:1 gegeben. Nach 

Aufarbeitung und säulenchromatographischer Reinigung wurden 97 mg (0.56 mmol, 37% über 

2 Stufen, Chem. Reinheit > 95%) (2SR,4S*,5S*,1´RS)-Ethyl-5-methyl-2-(1´-methylpropyl)-1,3-

dioxolan (Ti.5) als farbloses Öl erhalten.  

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 
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Rf (PE / EE 10:1 v/v) = 0.67 

GC (Optima FFAP, 50 m; 60/3-5-230)  

 α (trDia3/trDia2) = 1.007, α (trDia3/trDia1) = 1.017, α (trDia2/trDia1) = 1.009 

 Isomeren-Verhältnis: Dia1 : Dia2 : Dia3+4 = 1:1:2  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (23), 42 (6), 43 (5), 45 (30), 55 (13), 57 (14), 58 (3), 59 (3), 

69 (85), 70 (27), 71 (6), 85 (3), 86 (4), 87 (5), 99 (2), 114 (3), 115 (100), 116 (7), 128 (5), 143 (0.2), 

155 (0.3), 171 (3), 172 (0.3, M
+
). 

(2S*,4S*,5S*,1´RS)-Ti.5 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.86-0.91 (m, 3H, CH3 C7), 0.92 (t, 
3
JH11=7.3 Hz, 3H, CH3 C11), 1.068 / 1.074 (2d, 

3
JH9=6.8 Hz, 3H, CH3 C12), 1.100 / 1.103 (2d, 

3
JH5=6.0 

Hz, 3H, CH3 C8), 1.24-1.34 / 1.73-1.81 (2m, 2H, CH2 C10), 1.21-1.31 / 1.33-1.43 (2m, 2H, CH2 C6), 

1.68-1.78 (m, 1H, CH C9), 3.28-3.33 (m, 1H, CH C4), 3.46-3.53 (m, 1H, CH C5), 4.89 (d, 
3
JH9=4.3 Hz, 

1H, CH C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.40 (q, C7), 11.85 (q, C11), 13.76 / 13.79 (2q, 

C12), 17.90 / 17.92 (2q, C8), 24.91 (t, C10), 25.90 (t, C6), 39.61 (d, C9), 78.09 / 78.11 (2d, C5), 83.96 

/ 83.97 (2d, C4), 106.49 (d, C2). 

(2R*,4S*,5S*,1´RS)-Ti.5 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.87-0.93 (m, 3H, CH3 C7), 0.92 (t, 
3
JH11=7.3 Hz, 3H, CH3 C11), 1.025 / 1.027 (2d, 

3
JH5=6.1 Hz, 3H, CH3 C8), 1.07 (d, 

3
JH9=6.7 Hz, 3H, CH3 

C12), 1.24-1.34 / 1.73-1.81 (2m, 2H, CH2 C10), 1.29-1.40 / 1.42-1.52 (2m, 2H, CH2 C6), 1.68-1.78 (m, 

1H, CH C9), 3.24-3.30 (m, 1H, CH C4), 3.52-3.59 (m, 1H, CH C5), 4.93 / 4.94 (2d, 
3
JH9=4.3 Hz, 1H, CH 

C2).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.40 (q, C7), 11.88 (q, C11), 13.66 / 13.68 (2q, 

C12), 18.39 / 18.40 (2q, C8), 24.73 / 24.78 (2t, C10), 25.56 (t, C6), 39.59 (d, C9), 76.72 / 76.75 (2d, 

C5), 85.00 / 85.04 (2d, C4), 106.73 / 106.76 (2d, C2). 

H.4.8.5 (2RS,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan   (Ti.6) 

In analoger Weise wurden 

1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-

methyloxiran (cis-#149) in 10 mL 

trockenem Dichloromethan / Hexan 

1:1 unter Katalyse durch 50 µL 

(57 mg, 0.40 mmol) BF3
.
Et2O mit 145 mg (1.68 mmol, 0.803  g/mL, 86.13 g/mol) frisch 

destilliertem 3-Methylbutanal (#158) umgesetzt. Nach entsprechender Aufarbeitung und 

Reinigung wurden 125 mg (0.72 mmol, 47% über 2 Stufen, chem. Reinheit 93%) der 

Zielverbindung (2SR,4S*,5S*)-4-Ethyl-5-methyl-2-(2´-methylpropyl)-1,3-dioxolan (Ti.6) als 

farbloses Öl erhalten.  

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 
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GC (Optima FFAP, 50 m; 60/3-5-230), (HP-1, 30 m; 60/3-10-300), (DB-5ms, 30 m; 60/5-10-300): 

 keine Epimeren-Trennung. 
MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (23), 42 (4), 43 (12), 45 (27), 55 (6), 57 (11), 58 (2), 59 (2), 

68 (3), 69 (81), 70 (6), 71 (12), 85 (8), 87 (5), 99 (15), 113 (7), 114 (4), 115 (100), 116 (6), 128 (2), 

143 (1), 155 (1), 171 (4), 172 (0.4, M
+
). 

(2S*,4S*,5S*)-Ti.6 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.89 (t, 
3
JH6=7.0 Hz, 3H, CH3 C7), 0.94 

(d, 
3
JH10=6.5 Hz, 6H, 2×CH3 C11 und C12), 1.12 (d, 

3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 1.20-1.30 / 1.34-1.46 

(2m, 2H, CH2 C6), 1.72 (dd, 
3
JH10=6.8, 

3
JH2=5.1 Hz, 2H, CH2 C9), 1.97 (dspt, 

3
JH9=6.8, 

3
JH11/12=6.5 Hz, 

1H, CH C10), 3.35 (ddd, 
3
JH6=7.8, 4.7, 

3
JH5=7.2Hz, 1H, CH C4), 3.50 (dq, 

3
JH4=7.2, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH 

C5), 5.12 (t, 
3
JH9=5.1 Hz, 1H, CH C2).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.43 (q, C7), 18.20 (q, C8), 23.22 (q, C11 und 

C12), 24.91 (d, C10), 25.86 (t, C6), 44.06 (t, C9), 78.23 (d, C5), 83.63 (d, C4), 102.95 (d, C2). 

(2R*,4S*,5S*)-Ti.6 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6C6): δ [ppm] = 0.91 (t, 
3
JH6=7.3 Hz, 3H, CH3 C7), 0.94 

(d, 
3
JH10=6.5 Hz, 6H, 2×CH3 C11 und C12), 1.03 (d, 

3
JH5=6.0 Hz, 3H, CH3 C8), 1.31-1.41 (m, 1H, CHH 

C6), 1.50 (dqd, 
2
JH6=13.8, 

3
JH7=7.3, 

3
JH4=7.2 Hz, 1H, CHH C6),1.70 (dd, 

3
JH10=6.8, 

3
JH2=5.1 Hz, 2H, CH2 

C9), 1.95 (dspt, 
3
JH9=6.8, 

3
JH11/12=6.5 Hz, 1H, CH C10), 3.27 (ddd, 

3
JH5=7.3, 

3
JH6=7.2, 4.8 Hz, 1H, CH 

C4), 3.60 (dq, 
3
JH4=7.3, 

3
JH8=6.0 Hz, 1H, CH C5), 5.16 (t, 

3
JH9=5.1 Hz, 1H, CH C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, C6C6): δ [ppm] = 10.49 (q, C7), 18.44 (q, C8), 23.19 (q, C11 und 

C12), 24.89 (d, C10), 25.91 (t, C6), 44.01 (t, C9), 76.47 (d, C5), 85.15 (d, C4), 102.70 (d, C2). 

H.4.8.6 (2RS,4S*,5S*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4,5trans-Ti.7) 

Nach der für (Ti.4) beschrieben Prozedur wurden zur 

Synthese von (2RS,4S*,5S*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-

dioxolan (Ti.7) 1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-methyloxiran 

(cis-#149) in 20 mL trockenem Dichloromethan / Hexan 1:1 

mit 149 mg (1.73 mmol, 0.812  g/mL, 86.13 g/mol) frisch 

destilliertem n-Pentanal (#159) unter Verwendung von 50 µL (57 mg, 0.40 mmol) BF3
.
Et2O als 

Katalysator acetalisiert. Nach Aufarbeitung und Destillation wurden 126 mg (0.73 mmol, 48% 

über 2 Stufen, chem. Reinheit 88%) der Zielverbindung (Ti.7) erhalten. 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC (Optima FFAP, 50 m; 60/3-5-230), (HP-1, 30 m; 60/3-10-300), (VF-1ms, 30 m; 60/5-10-300): 

 keine Epimeren-Trennung. 
MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 41 (32), 42 (8), 43 (17), 44 (3), 45 (36), 55 (8), 57 (24), 58 (4), 

59 (5), 68 (2), 69 (100), 70 (8), 71 (5), 85 (18), 86 (3), 87 (5), 99 (11), 114 (3), 115 (96), 116 (7), 128 

(2), 143 (1), 171 (4), 172 (0.4, M
+
). 
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H.4.8.7 (2RS,4S*,5R*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolan   (4,5cis-Ti.7) 

Das 4,5cis-konfigurierte Dioxolan (Ti.7) wurde analog dem 

trans-Isomeren aus 1.53 mmol (2R*,3S*)-2-Ethyl-3-

methyloxiran (cis-#149) und 145 mg (1.68 mmol) frisch 

destilliertem n-Pentanal (#159) in 20 mL trockenem 

Dichloromethan / Hexan 1:1 durch Zugabe von 50 µL (57 mg, 

0.40 mmol) BF3
.
Et2O dargestellt. Nach Aufarbeitung und Reinigung wurden 139 mg (0.81 mmol, 

53% über 2 Stufen, chem. Reinheit 86%) (2RS,4S*,5R*)-2-n-Butyl-4-ethyl-5-methyl-1,3-dioxolan 

(Ti.7) erhalten. 

M [C10H20O2] = 172.16 g/mol 

GC Optima FFAP (50 m; 60/3-5-230): α (tr2r,4c,5c/tr2r,4t,5t) = 1.064 

 HP-1 (30 m; 60/3-10-300):  α = 1.037 

 VF-1ms (30 m; 60/5-10-300):  α = 1.023 

  Epimeren-Verhältnis: (2r,4t,5t):(2r,4c,5c) = 73:27 

Die Zuordnung der Epimere erfolgte nach Überlegungen zur Raumstruktur (s. F3.3.2.2d). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 41 (34), 42 (9), 43 (20), 44 (3), 45 (45), 55 (9), 57 (29), 58 

(4), 59 (5), 67 (2), 68 (2), 69 (83), 70 (7), 71 (6), 72 (2), 85 (21), 86 (3), 87 (12), 99 (10), 114 (3), 115 

(100), 116 (7), 128 (2), 143 (1), 171 (3, M
+
-1).  
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H.5 Trichogramma turkestanica 

H.5.1 Übersicht 

H.5.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 

#167 1-Brom-3-methylbut-2-en  [Fluka] 

#169 5-Methylhexan-1-ol  

#172 2-Methylpropan-1,3-diol  

#183 2,4-Dimethylglutarsäuredimethylester, anti-   [Aldrich] 

#187 1-Brom-3-methylbutan  [Fluka] 

#190 Acetol, 1-Hydroxypropan-2-on  

#193 Triethylphosphonoacetat (Phosphonoessigsäuretriethylester)  

#200 Pentan-2-on  

#206 Crotonaldehyd  [Aldrich] 

#219 2-Brompentan  [Fluka] 
#225 But-2-en-1,4-diol  

#236 (2E)-Pent-2-ensäure  [Aldrich] 

#242 Mesitol, 2,4,6-Trimethylphenol [Aldrich] 

#19 1-Brompropan  

#252 Ethyltriphenylphosphoniumbromid  [Aldrich] 

H.5.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen  

Zielverbindungen 

Tt.1 (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.1 (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti- 

Tt.2 (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 6,8anti- 

Tt.3 (4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

Tt.3 (4EZ,6R*,8S*,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti- 

Tt.4 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol   (nicht synthetisiert)  

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti- 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, syn,syn- 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, syn,anti- 

Tt.5 (2E,4EZ,6R*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, anti,syn- 

Tt.6 (2E,4EZ,6S*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 6,8anti- 

Tt.6 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol , syn,syn- 

Synthesen von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) 

#168 (3-Methylbut-2-en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  

#170 1-Brom-5-methylhexan 

#171 (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid 

#173 (2RS)-2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propan-1-ol 

#174 (2RS)-2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propanal 

#175 (3EZ,2RS)-2,4,8-Trimethyl-1-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)non-3-en 

#176 (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethyl-1-THPO-nonan 

#177 (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol 

#178 (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal 
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#179 2,8-Dimethyl-1-THPO-non-3-en 

#180 2,8-Dimethylnonan-1-ol 

#181 2,8-Dimethylnonanal 

Tt.1 (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

#182 2,6,12-Trimethyltrideca-2,4-dien 

#184 (2R*,4R*)-2,4-Dimethylpentan-1,5-diol, anti- 

#185 (2R*,4R*)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol, anti- 

#186 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan, anti-  

#188 3-Methylbut-1-ylmagnesiumbromid 

#189 (2R*,4S*)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,8-trimethylnonan, anti- 

#177 (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol, anti- 

#178 (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonanal, anti- 

Tt.1 (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti-  

Synthesen von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.2) 

#191 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)propan-2-on 

#192 (2EZ)-4-TBDMSO-3-methylbut-2-ensäureethylester 

#194 4-TBDMSO-3-methylbut-2-en-1-ol 

#195 4-TBDMSO-1-(p-toluolsulfonyloxy)-3-methylbut-2-en 

#196 1-Brom-4-TBDMSO-3-methylbut-2-en 

#197 [(2E)-3-Methyl-4-TBDMSO-but-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid 

#198 1-TBDMSO-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

#199 (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dienal, 6,8anti- 

Tt.2  (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 6,8anti- 

Synthesen von 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) 

#201 3-Methylhex-2-ensäureethylester 

#202 3-Methylhex-2-en-1-ol 

#203 (RS)-3-Methylhexan-1-ol 

#204 1-Brom-3-methylhexan 

#205 [(RS)-3-Methylhex-1-yl)]triphenylphosphoniumbromid 

#207 (3E,2RS)-Pent-3-en-2-ol 

#208 (3E,2RS)-2-Brompent-3-en 

#209 [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid 

#210 (2RS)-(3-Benzyloxy)-2-methylpropan-1-ol 

#211 (2RS)-(3-Benzyloxy)-2-methylpropanal 

#212 (3EZ,2RS,6RS)-(1-Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnon-3-en 

#213 (2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol 

#214 (2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal 

#215 1-BnO-2,6-dimethylnon-3-en 

#216 2,6-Dimethylnonan-1.ol 

#217 2,6-Dimethylnonanal 

#218 2,6,10-Trimethyltrideca-2,4-dien 
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Tt.3 (4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

#220 1-Methylbutylmagnesiumbromid 

#221 (2R*,4R*,6RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,6-trimethylnonan, 2,4anti- 

#222 (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol, anti- 

#223 (2R*,4S*)-5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal, anti- 

#224 (5EZ,7E,2R*,4R*)-1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien, 2,4anti- 

#213 (2R*,4R*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, 2,4anti- 

#214 (2R*,4R*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal, 2,4anti- 

Tt.3 (4EZ, 6R*,8S*,10RS)- 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti- 

Synthese von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, 6,8anti- 

Synthesen von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

#226 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)but-2-en-1-ol 

#227 4-TBDMSO-but-2-enal 

#228 5-TBDMSO-pent-3-en-2-ol 

#229 (2RS,3EZ)-2-Brom-5-TBDMSO-pent-3-en 

#230 (2RS,3EZ)-5-TBDMSO-2-(p-toluolsulfonyloxy)pent-3-en 

#231 (2RS,3EZ)-5-TBDMSO-2-(methansulfonyloxy)pent-3-en 

#232 (3EZ)-TBDMSO-pentan-1,3-dien 

#233 5-TBDMSO-2-chlorpent-3-en   

#234 [(2E)-1-Methyl-4-TBSO-but-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumchlorid 

#235 1-TBDMSO-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

#237 (2E)-Pent-2-ensäuremethylester 

#238 (2E)-4-Brompent-2-ensäuremethylester 

#239 Diethyl-[(1/2EZ)-3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-1/2-en-1-yl]phosphonat 

 Diethyl [(2EZ)-3-methoxycarbonyl-1-methylprop-2-en-1-yl]phosphonat 

#240 Diethyl [(1EZ)-3-methoxycarbonyl-1-methylprop-1-en-1-yl]phosphonat 

#241 (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, 6,8anti- 

Tt.6 (2E,4EZ,6S*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, 6,8anti- 

Stereoselektive Synthesen von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) 

#243 (1r,2cR,4c,6cS)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol, meso,cis- 

#244 (2cR,4r,6cS)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on, meso,cis- 

#245 (3R*,5R*,6S*)-3,5,7-Trimethyl-2-oxacycloheptan-1-on, cis,cis- 

 (3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on 

#246 (2S*,4R*,6R*)-2,4-Dimethylheptan-1,6-diol, syn,syn- 

#247 (2R*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol, syn,syn- 

#248 (2S*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-2-(3’,5’-dinitrobenzoyloxy)-7-(trityloxy)heptan, anti,syn- 

#247 (2S*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol, anti,syn- 

#249 (2S*,4R*,6S*)-2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-(trityloxy)heptan, anti,syn- 

#20 n-Propylmagnesiumbromid 
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#250 (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, syn,syn- 

#213 (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, syn,syn- 

#214 (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal, syn,syn- 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, syn,syn- 

#249 (2R*,4R*,6S*)-2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-(trityloxy)heptan, syn,syn- 

#250 (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, syn,anti- 

#213 (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, syn,anti- 

#214 (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonanal, syn,anti- 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, syn,anti- 

#251 Diisobutyl(3,5,7-trimethyloxepan-2-yloxy)aluminum, (3S*,5R*,7R*)- 

#253 (2S*,4S*,6R*)-4,6-Dimethylnon-7-en-2-ol, syn,syn- 

#254 (2S*,4S*,6S*)-4,6-Dimethylnonan-2-ol, syn,syn- 

#255 (2S*,4S*,6S*)-2-Mesyloxy-4,6-dimethylnonan, syn,syn- 

#256 (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonannitril, anti,syn- 

#214 (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonanal, anti,syn- 

Tt.5 (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien , anti,syn- 

Stereoselektive Synthese von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (Tt.6) 

#241 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, syn,syn- 

Tt.6 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, syn,syn- 

Derivatisierungen von Tt.5 und Tt.6 

#257 (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-1-TfaO-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, syn,syn- 

#213 (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, syn,syn- 
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H.5.2 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.1) 

H.5.2.1 WITTIG-Salze #168 und #171 

Zur Synthese von Tt.1 wurden zunächst die WITTIG-Salze (3-Methylbut-2-en-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#168) und (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid 

(#171) dargestellt. 

H.5.2.1a (3-Methylbut-2-en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (#168) 

Zur Synthese von (3-Methylbut-2-en-1-yl)triphenyl-

phosphoniumbromid (#168) wurden 1.129 g (7.58 mmol, 

149.04 g/mol) frisch destilliertes, kommerziell erhältliches 1-Brom-

3-methylbut-2-en (#167) und 1.976 (7.53 mmol, 1 eq., 262.28 g/mol) 

Triphenylphosphin unter Schutzgas-Atmosphäre in 15 mL trockenem Toluol gelöst. Das sich 

langsam trübende Gemisch wurde bei 30 °C für 24 h gerührt. Der volumige, weiße Niederschlag 

wurde durch Membranfiltration abgetrennt, mit Toluol und anschließend mit Pentan gewaschen 

und im Vakuum bei 40 °C für 16 h getrocknet. Es wurden 2.273 g (5.53 mmol, 73%) WITTIG-Salz 

(#168) als feines weißes Pulver erhalten. 

M [C23H24BrP] = 411.32 g/mol 

MKat [C23H24P] = 331.16 g/mol 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.26 (dd, 3
J=4.1, 4

J=1.2 Hz, 3 H, Z-CH3); 1.64 (dd, 3
J=5.8, 4

J=1.2 

Hz, 3 H, E-CH3); 4.59 (dd, 2JH-P=14.6, 3J=7.8 Hz, 2 H, CH2); 5.11 (tdspt, 3J=7.8, 3JH-P=5.0, 4J=1.2 Hz, 1 H, 

=CH); 7.64-7.71 (m, 6 H, o-arCH); 7.75-7.88 (m, 9 H, m-, p-arCH). 

H.5.2.1b 1-Brom-5-methylhexan  (#170) 

Zur Bereitung der Triphenylphosphindibromid-Lösung wurden 3.73 g 

(14.22 mmol, 262.28 g/mol) Triphenylphosphin unter Schutzgas in 

30 mL trockenem Dichlormethan (DCM) vorgelegt und auf -10 °C 

gekühlt. Innerhalb von 15 min wurden 0.73 mL (2.28 g, 14.25 mmol, 159.82 g/mol, 3.12 g/mL) 

Brom in 10 mL DCM zugetropft. Der leicht gelblichen Lösung wurden wenige Kristalle 

Triphenylphosphin zugefügt, bis sie sich entfärbte und eine geringe Menge bleibenden 

Niederschlags auftrat. Anschließend wurden bei 0 °C langsam 1.687 g (14.52 mmol) destilliertes 

kommerzielles 5-Methylhexan-1-ol (#169) in 5 mL DCM zugegeben. Die Lösung wurde für 16 h 

bei RT gerührt, danach mit 2.0 g (23.8 mmol, 84.01 g/mol) festem NaHCO3 und 10 Tropfen 

Wasser versetzt und weitere 2 h gerührt. Anschließend wurde eingeengt, der Rückstand in 

Pentan aufgenommen und die Lösung über MgSO4 getrocknet. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 150 °C und 940-680 mbar gereinigt. Es wurden 2.263 g (12.64 mmol, 

87%) 1-Brom-5-methylhexan (#170) als farbloses Öl erhalten.  

M [C7H15Br] = 179.10 g/mol    
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (14), 40 (4), 41 (51), 42 (22), 43 (76), 44 (3), 50 (1), 51 (1), 

52 (1), 53 (4), 54 (2), 55 (60), 56 (13), 57 (22), 58 (1), 65 (1), 67 (2), 69 (4), 70 (2), 71 (1), 79 (1), 81 

(1), 83 (14), 84 (1), 93 (1), 95 (1), 97 (1), 106 (1), 107 (3), 108 (1), 109 (3), 121 (2), 123 (2), 135 (100), 

136 (5), 137 (95), 138 (4), 162 (0.1), 163 (0.2), 164 (0.1), 165 (0.2), 177 (0.1), 178 (0.2, 79Br M+), 179 

(0.1), 180 (0.2, 81Br M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (d, 3
J=6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C6 C7), 1.15-

1.23 (m, 2 H, CH2 C4), 1.38-1.47 (m, 2 H, CH2 C3), 1.54 (tqq, 3
J=6.8, 6.6, 6.6 Hz, 1 H, CH C5), 1.84 (tt, 

3
J=7.0, 6.9 Hz, 2 H, CH2 C2), 3.41 (t, 3J=6.9 Hz, 2 H, BrCH2 C1). 

13C-NMR, HSQC, (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 22.60 (q, CH3 C6 C7), 26.14 (t, CH2 C3), 27.99 (t, BrCH2 

C5), 33.21 (t, CH2 C2), 34.22 (t, C1), 38.17 (s, CH2 C4).   

H.5.2.1c (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  (#171) 

Das WITTIG-Salz (5-Methylhex-1-yl)triphenylphosphonium-

bromid (#171) wurde durch Umsetzung von 2.011 g 

(11.23 mmol) 1-Brom-5-methylhexan (#170) mit 2.94 g 

(11.21 mmol, 1 eq.) Triphenylphosphin in trockenem Toluol 

unter Verwendung von 2.0 g (18.87 mmol, 105.99 g/mol) Na2CO3 als Säurefänger dargestellt. 

Nach zweitägigem Erhitzen unter Rückfluss wurde das Lösemittel entfernt und der Rückstand 

säulenchromatographisch über 150 g Silica mit Essigester / Methanol 5:1 als Laufmittel 

gereinigt. Nach Trocknen für 24 h bei 30 °C im Ölpumpenvakuum wurden 4.601 g (10.43 mmol, 

93%) WITTIG-Salz (#171) als weißer Feststoff erhalten. 

M [C25H30BrP] = 441.38 g/mol 

Rf (EE / MeOH 5:1) = 0.31 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.79 (d, 3
J=6.6 Hz, 6H, 2×CH3 C6 C7), 1.08-1.15 (m, 2 H, CH2 C4), 

1.45 (tqq, 3
J=6.9, 6.6, 6.6 Hz, 1 H, CH C5), 1.55-1.65 (m, 4 H, 2×CH2 C2 C3), 3.74-3.84 (m, 2 H, BrCH2 

C1), 7.66-7.73 (m, 6 H, 6×m-arCH), 7.76-7.81 (m, 3 H, 3×p-arCH), 7.81-7.88 (m, 16 H, 6×o-arCH). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 22.64 (q, CH3 C6 C7), 23.09 (tdP, 2
J=4.4 Hz, CH2 C2), 23.05 (tdP, 

1
J=49.2 Hz, BrCH2 C1), 27.81 (d, CH2 C5), 28.42 (tdP, 3

J=15.4 Hz, CH2 C3), 38.56 (t, CH2 C4), 118.64 

(sdP, 1
J=85.8 Hz, arC8), 130.60 (ddP, 3

J=12.5 Hz, m-arC10), 133.86 (ddP, 2
J=10.3 Hz, o-arC9), 135.09 

(ddP, 4J=2.9 Hz, p-arC11).    
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H.5.2.2 Stereomix 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (RS,RS-Tt.1) 

H.5.2.2a 2-Methy-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propan-1-ol, (2RS)-  (#173) 

Zur Regiodifferenzierung wurden 1.553 mg (17.23 mmol, 

90.12 g/mol) 2-Methylpropan-1,3-diol in 50 mL Diethylether gelöst 

und mit einer Lösung von 497 mg (3.65 mmol, 0.2 eq., 

136.17 g/mol) KHSO4 in 5 mL Wasser versetzt. Dem 2-Phasen-

Gemisch wurden unter Rühren 1.450 g, (17.23 mmol,  eq., 84.12 g/mol, 0.926 g/mL) 3,4-

Dihydro-2H-pyran (DHP) in 5 mL Diethylether zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 3 h 

bei RT kräftig gerührt. Anschließend wurde die organische Phase abgetrennt und dreimal mit je 

20 mL ges. NaHCO3-Lsg säurefrei gewaschen. Schließlich wurde einmal mit ges. NaCl-Lsg 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und das Lösemittel entfernt. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 95 g Kieselgel mit Petrolether 50-70 / Essigester 2:1 als Eluent 

gereinigt. Die Reinigung ergab 2.46 g (14.13 mmol, 82%) 2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-

yloxy)propan-1-ol (#173) als farblose Flüssigkeit. 

M [C9H18O3] = 174.24 g/mol    

Rf (PE/EE 2:1) = 0.09  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 41 (22), 42 (7), 43 (13), 44 (3), 45 (2), 47 (2), 53 (2), 55 (34), 

56 (24), 57 (13), 58 (1), 59 (1), 65 (1), 67 (9), 68 (1), 69 (1), 71 (2), 72 (6), 73 (15), 74 (2), 77 (1), 83 

(4), 84 (16), 85 (100, C5H9O
+), 86 (4), 101 (23), 102 (1), 103 (1), 115 (1), 116 (1), 144 (1), 173 (1), 174 

(0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.78 / 0.81 (2d, 3
J= 7.0, 7.0 Hz, 3 H, 

CH3 C4), 1.15-1.24 (m, 1 H, CH2 C8 He), 1.16-1.25 (m, 1 H, CH2 C8 Ha), 1.24-1.33 (m, 1 H, CH2 C8 He), 

1.46-1.52 (m, 2 H, CH2 C6), 1.57-1.67 (m, 1 H, CH2 C7 Ha), 1.84-1.95 (m, 1 H, CH2CHCH2), 3.23 / 3.26 

/ 3.69 / 3.79 (4dd, 2
J=9.5 Hz, 3

J=6.8 / 5.0 / 8.0 / 5.0 Hz, 2 H, THPOCH2 C3), 3.29-3.35 (m, 1 H, CH2 C9 
Ha), 3.49-3.60 (m, 2 H, CH2OH), 3.73 (ddd, 2

J=11.0 Hz, 3J=8.2, 2.5 Hz, 1 H, CH2 C9 He), 4.42-4.45 (m, 1 

H, OCHO C5).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.80/13.93 (2q, C4), 19.85 (t, C7), 25.76/25.79 

(2t, C8), 30.93/30.95 (2t, C6), 36.16/36.41 (2d, C2), 62.08/62.12 (2t, C9), 66.61/66.72 (2t, C1), 

71.42/71.45 (2t, C3), 99.03/99.26 (2d, C5). 

H.5.2.2b 2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propanal, (2RS)-  (#174) 

Unter Schutzgas wurden 2.026 mg (11.63 mmol) 2-Methyl-3-

(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propan-1-ol (#173) in 60 mL 

wasserfreiem DCM gelöst und ca. 400 mg (20 Gew.%) trockenes 

gepulvertes Molsieb 4 Å in dieser Lösung suspendiert. Dann wurden 

bei -20 °C portionsweise über 20 min 6.631 g (17.63 mmol, 1.5 eq., 376.20 g/mol) 

Pyridiniumdichromat zugegeben. Das Gemisch wurde für 90 min unter langsamer Erwärmung 

auf RT gerührt, wobei es sich über intensiv orange nach schwarzbraun verfärbte. Anschließend 

wurde auf ein Lösemittelvolumen von 15 mL reduziert, mit 40 mL eines Gemischs aus Pentan 
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und Diethylether im Verhältnis von 1:1 verdünnt und über 20 g Silica filtriert. Der Rückstand 

wurde mehrmals mit Diethylether extrahiert und der Extrakt jeweils filtriert. Die vereinten 

Extrakte wurden eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an 100 g Silica 

mit PE/EE 8:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 466 mg (2.71 mmol, 24%; 20% über 2 Stufen) 

2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)propanal (#174) als farbloses Öl erhalten. 

M [C9H18O3] = 172.22 g/mol    

Rf (PE/EE 8:1) = 0.19  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (1), 39 (22), 41 (65), 42 (27), 43 (27), 44 (7), 45 (6), 47 (5), 50 (1), 

51 (1), 52 (1), 53 (4), 55 (27), 56 (28), 57 (20), 58 (2), 59 (3), 60 (1), 65 (1), 67 (16), 68 (1), 69 (6), 70 

(5), 71 (20), 72 (1), 73 (1), 74 (1), 83 (6), 83 (2), 85 (100, C5H9O
+), 86 (3), 87 (1), 88 (2), 101 (21), 102 

(1), 103 (1), 154 (1), 171 (0.3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 / 0.87 (2d, 3
J = 7.3, 7.3 Hz, 3 H, 

CH3 C4), 1.15-1.24 (m, 1 H, CH2 C7 He), 1.16-1.25 (m, 1 H, CH2 C8 Ha), 1.25-1.36 (m, 1 H, CH2 C8 He), 

1.44-1.49 (m, 2 H, CH2 C6), 1.55-1.65 (m, 1 H, CH2 C7 Ha), 2.17 (dqdd, 3
J = 13.7, 6.8, 1.3, 1.3 Hz, 1 H, 

CHCHO C2), 3.23 / 3.26 / 3.76 / 3.77 (4dd, 2
J = 9.9 Hz, 3

J = 4.9 / 6.4 / 5.1 / 6.8 Hz, 2 H, CH2CHCHO 
C3), 3.31-3.36 (m, 1 H, CH2 C9 Ha), 3.66 (ddd, 2

J = 10.4 Hz, 3
J = 10.1, 2.7 Hz, 1 H, CH2 C9 He), 4.42 / 

4.44 (2dd, 3J = 3.3, 3.3 / 3.4, 3.4 Hz, 1 H, CH C5), 9.49 (t, 1 H, CHO).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 10.68/10.71 (2q, C4), 19.39/19.45 (2t, C7), 25.78 

(t, C8), 30.70 (t, C6), 46.77/46.87 (2d, C2), 61.63/61.71 (2t, C9), 67.29/67.50 (2t, C3), 98.58/98.98 

(2d, C5), 202.21 (d, C1). 

H.5.2.2c 2,4,8-Trimethyl-1-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)non-3-en, (3EZ,2RS)- (#175) 

Zur Methylierung des WITTIG-Ylens und 

anschließenden in situ Olefinierung wurden 440 mg  

(1.00 mmol, 441.38 g/mol) (5-Methylhex-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#171) in 10 mL 

trockenem THF gelöst und auf -20 °C gekühlt. Nun wurde langsam mit 0.65 mL (1.04 mmol, 

1.04 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan versetzt und zur Deprotonierung 20 min bei -20 °C und 

20 min bei RT gerührt. Anschließend wurde das rotorange Reaktionsgemisch auf -25 °C gekühlt, 

eine Lösung von 68 µL (157 mg, 1.11 mmol, 141.94 g/mol, 2.28 g/mL) Methyliodid in 2 mL THF 

zugetropft und unter Trübung und Farbaufhellung bis zum Erreichen von RT für 1 h gerührt. 

Nach erneuter Kühlung auf -25 °C wurde durch Zugabe von weiteren 69 µL (1.10 mmol) 1.6 M n-

BuLi-Lösung in Hexan erneut deprotoniert. Nach Rühren für 30 min wurde die dunkel 

rotbraune, klare Lösung tropfenweise mit 176 mg (1.02 mmol) 2-Methyl-3-(tetrahydropyran-2‘-

yloxy)propanal (#174) in 2 mL THF versetzt und 16 h unter Erwärmnug auf RT gerührt. Danach 

wurde bei 0 °C mit 3 mL ges. NH4Cl-Lsg versetzt, im Vakuum auf 5 mL eingeengt und mit 25 mL 

Petrolether 35-50 verdünnt. Die organische Phase wurde über MgSO4 getrocknet und über 

Celite filtriert. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 30 g Silica mit 

Petrolether 50-70 / Essigester 22:1 gereinigt. Es wurden 111 mg (0.41 mmol, 40%) 2,4,8-

Trimethyl-1-THPO-non-3-en (#175) als farbloses Öl erhalten. 
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Die Zielverbindung enthielt zu 2-5% das in Position 4 nicht methylierten Nebenprodukt 2,8-

Dimethyl-1-THPO-non-3-en (#179) (GC/MS). Dessen säulenchromatographische Abtrennung 

war nicht möglich. Das Gemisch wurde dennoch zu Testzwecken weiter in der geplanten Weise 

verwendet. 

M [C17H32O2] = 268.44 g/mol 

Rf (PE/EE 20:1) = 0.32  

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

4 Isomere: 2:2 (Z) :3:3 (E)  (in Elutionsreihenfolge). 

Nebenprodukt:  2,8-Dimethyl-1-THPO-non-3-en (#179) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (8), 42 (1), 43 (8), 53 (1), 54 (1), 55 (10), 56 (3), 57 (8), 67 

(9), 68 (1), 69 (7), 70 (2), 71 (1), 79 (1), 81 (4), 82 (2), 83 (5), 84 (2), 85 (100, C5H9O
+), 86 (6), 95 (2), 

96 (2), 97 (3), 98 (1), 101 (19), 102 (1), 109 (1), 110 (1), 111 (2), 112 (1), 123 (1), 126 (2), 168 (2).  

H.5.2.2d 2,4,8-Trimethylnonan-1-ol, (2RS,4RS)- (#177) 

Ein Olefinierungs-Produkt (2RS)-2,4,8-Trimethyl-1-THPO-

non-3-en (#175) (101 mg, 0.38 mmol, 268.44 g/mol) wurde in 

5 mL trockenem Methanol gelöst, mit 19 mg (0.02 mmol Pd, 

0.05 eq., MPd 106.4 g/mol) Pd/C versetzt und bei RT unter 40 bar-Wasserstoff-Atmosphäre für 

10 h gerührt. Anschließend wurde das Lösemittel im Vakuum weitgehend entfernt, der 

Rückstand im 10 mL Diethylether ausgenommen und der Katalysator über 2 g Silica abfiltriert. 

Die säulenchromatographische Reinigung über 23 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester mit 

einem Gradienten von 10:1 bis 5:1 lieferte 62 mg (0.33 mmol, 86%) (2RS,4RS)-2,4,8-

Trimethylnonan-1-ol (#177) als farbloses Öl. 

Eine Hydrierung von 111 mg (0.41 mmol, 

268.44 g/mol) (2RS)-2,4,8-Trimethyl-1-THPO-non-3-

en (#175) bei 1 atm lieferte ein Gemisch aus 

entschütztem 2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (#177) und 

2,4,8-Trimethyl-1-THPO-nonan (#176) (GC). Dieses Rohprodukt wurde ohne weitere Reinigung 

für die saure Deblockierung in der Folgestufe verwendet.  

M [C17H34O2] =  270.46 g/mol 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

Deblockierung von  

2,4,8-Trimethyl-1-(tetrahydropyran-2‘-yloxy)nonan, (2RS,4RS)-(#176) 

Das Produktgemisch Gemisch aus 1-THPO-2,4,8-trimethylnonan (#176) und entschütztem 

2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (#177) (max. 0.41 mmol) wurde in 3 mL Methanol gelöst, mit 10 mg 

(0.05 mmol; 190.21 g/mol) p-Toluolsulfonsäure Monohydrat versetzt und die gelbliche Lösung 
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6 h bei RT gerührt. Anschließend wurden 5 mL ges. NaHCO3-Lsg zugegeben. Das Gemisch wurde 

dreimal mit 10 mL Diethylether extrahiert. Die vereinigten Extrakte wurden über MgSO4 

getrocknet, filtriert und eingeengt. Nach Säulenchromatographie (s.o.) wurden 59 mg 

(0.32 mmol, 78% über 2 Stufen) (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (#177) 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

Rf (PE/EE 10:1) = 0.15  

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300): 

Diastereomerenverhältnis: syn/anti : 1:1  (Zuordnung:  s. anti-#177) 
Nebenprodukt: 2,8-Dimethylnonan-1-ol (#180): 2-5% 

Enantioselektive GC-FID (Heptakis-[6-O-TBS-2,3-di-O-methyl]-β-cyclo-dextrin 50% in OV-1701, 30 m, 

0.25 mm (6TBS-2,3diMe-β-CD); 90/30-1-160, H2): 

Isomerenverhältnis: RR+SS : R*S* : S*R* = 2 : 1 : 1   

(in Elutionsreihenfolge; syn nicht aufgelöst, anti Enantiomere nicht zugeordnet) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS VF-1ms): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (51), 42 (12), 43 (71), 44 (3), 45 (8), 53 (5), 

54 (2), 55 (73), 56 (60), 57 (100), 58 (7), 59 (8), 65 (1), 67 (5), 68 (4), 69 (40), 70 (57), 71 (50), 72 (3), 

73 (3), 77 (1), 79 (1), 81 (3), 82 (5), 83 (91), 84 (25), 85 (22), 86 (1), 95 (2), 96 (1), 97 (13), 98 (19), 99 

(6), 101 (6), 110 (2), 111 (18), 112 (9), 113 (2), 125 (2), 126 (25), 127 (3), 140 (2), 147 (1), 168 (2, 

M+-H2O). 

Die Massenspektren der beiden Diastereomere sind nahezu identisch 

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. anti-#177 

H.5.2.2e 2,4,8-Trimethylnonanal, (2RS,4RS)- (#178) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden in einer Suspension von ca. 

50 mg trockenem gepulvertem Molsieb 4 Å in 10 mL wasserfreiem 

DCM 62 mg (0.33 mmol) (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol 

(#177) gelöst und bei -20 °C durch portionsweise Zugabe von 215 mg (0.57 mmol, 1.7 eq., 

376.20 g/mol) PDC oxidiert. Nach Rühren unter Erwärmung auf RT für 90 min. wurde mit 0.5 g 

Sand und 0.3 g MgSO4 versetzt, das Lösungsmittel großteils entfernt und der Rückstand in 

30 mL eines Gemischs aus Pentan und Diethylether im Verhältnis von 1:1 verrührt. Der 

schwarzbraune Feststoff wurde über Silica abfiltriert und das Rohprodukt nach Einrotieren 

säulenchromatographisch an 11 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 35:1 als Eluent 

gereinigt. Es wurden 29 mg (0.16 mmol, 48%) (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal (#178) als 

farbloses Öl erhalten.  

M [C12H24O] = 184.32 g/mol 

Rf (PE/EE 20:1) = 0.28  

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

Diastereomerenverhältnis: syn/anti = 1:1  (Zuordnung:  s. anti-#178) 
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Enantioselektive GC-FID (6TBS-2,3diMe-β-CD; 90 °C isotherm, H2): 

Isomerenverhältnisse: R*S* : S*R* : RR+SS = 1 : 1 : 2   

 ≙  anti : syn = 1:1    

(in Elutionsreihenfolge;  anti Enantiomere nicht zugeordnet, syn nicht aufgelöst)    

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (45), 42 (9), 43 (79), 44 (3), 45 (1), 51 (1), 53 (5), 

54 (2), 55 (35), 56 (31), 57 (91), 58 (71), 59 (3), 65 (1), 67 (6), 68 (4), 69 (33), 70 (21), 71 (100), 72 

(11), 73 (1), 77 (1), 79 (2), 81 (9), 82 (3), 83 (7), 84 (3), 85 (32), 86 (2), 95 (15), 96 (6), 97 (5), 98 (6), 

99 (5), 100 (1), 109 (8), 110 (2), 111 (5), 112 (1), 113 (1), 123 (2), 124 (1), 126 (45), 127 (12), 128 (1), 

141 (1), 142 (1), 151 (1), 184 (0.3), 185 (0.2, M+). 

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. anti-#178 

H.5.2.2f 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6RS,8RS)- (Tt.1) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 84 mg (0.20 mmol, 

2.2 eq., 411.32 g/mol) (3-Methylbut-2-en-1-yl)TPPBr 

(#168) in 8 mL trockenem THF gelöst, auf -40 °C gekühlt 

und durch Zugabe von 120 µL (0.19 mmol, 2.1 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan deprotoniert. 

Nach Rühren für 30 min bei RT wurde die intensiv orange Lösung auf -20 °C gekühlt, 

tropfenweise mit einer Lösung von 16 mg (0.09 mmol) (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal (#178) 

in 1 mL THF versetzt und 16 h bei RT gerührt. Anschließend wurde das Lösemittel entfernt und 

der weiße klebrige Rückstand mehrmals mit 5 mL Pentan extrahiert. Die vereinten Extrakte 

wurden über 1 g Silica filtriert und eingeengt. Es wurden 14 mg (0.06 mmol; 68%, 11% über vier 

Stufen ausgehend von #174) (4EZ,6RS,8RS)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.1) als 

farbloses Öl erhalten. 

Die Zielverbindung wurde als Gemisch mit 2,6,12-Trimethyltrideca-2,4-dien (#182) erhalten 

(wg. geringer Menge nicht quantifiziert). Eine säulenchromatographische Trennung der beiden 

Kohlenwasserstoffe war nicht möglich. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

4 Stereomere: A+B : C : D = 2 : 3 : 3  (Zuordnung:  s. anti-Tt.1) 

Nebenprodukt: 2,6,12-Trimethyltrideca-2,4-dien (#182) 

Isomer C: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) =  39 (5), 41 (27), 42 (2), 43 (28), 44 (1), 51 (1), 53 (4), 54 (1), 55 (16), 

56 (3), 57 (8), 65 (3), 67 (34), 68 (4), 69 (16), 70 (1), 71 (10), 77 (5), 79 (7), 80 (2), 81 (18), 82 (33), 83 

(6), 91 (6), 93 (6), 94 (1), 95 (27), 96 (7), 97 (3), 105 (1), 107 (8), 108 (1), 109 (100), 110 (16), 111 (2), 

122 (2), 123 (14), 124 (3), 137 (1), 151 (7), 152 (1), 153 (1), 162 (1), 169 (1), 180 (3), 228 (1), 236 (9, 

M+), 237 (1). 

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. anti-Tt.1 
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H.5.2.3 anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (anti-Tt.1) 

H.5.2.3a 2,4-Dimethylpentan-1,5-diol, (2R*,4R*)- (anti-#184) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 989 mg (26.04 mmol, 1.6 eq., 

37.95 g/mol) Lithiumaluminiumhydrid in 20 mL trockenem 

Diethylether suspendiert und auf -20 °C gekühlt. Dieser Suspension 

wurde eine Lösung von 3.111 g (16.53 mmol, 188.23 g/mol) 2,4-Dimethyl-

pentandisäuredimethylester (#183) in 10 mL trockenem Diethylether langsam zugetropft. Unter 

Erwärmen auf RT wurde über Nacht gerührt und dann 2 h unter Rückfluss erhitzt. Zur 

Hydrolyse wurden bei 0 °C tropfenweise 2 mL 2 N Natronlauge (111 mmol H2O) zugegeben. Der 

grobkörnige weiße Niederschlag wurde abfiltriert und mit Diethylether gewaschen. 

Anschließend für das Filtrat eingeengt und das Rohprodukt über 105 g Silica mit einem Gemisch 

aus Petrolether 50-70 und Ethylacetat in einem Verhältnis von 1:1 als mobile Phase gereinigt. Es 

wurden 1.998 g (15.11 mmol, 91%) (2R*,4R*)-2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (anti-#184) als 

farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C7H16O2] = 132.20 g/mol    

Rf (PE/EE 1:1) = 0.14  

GC/MS (VF-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

kein syn-#184 bzw. keine Isomeren-Trennung  

Enantioselektive GC-FID: (ensel. GC-FID: Lipodex® E (Octakis-(2,6-di-O-pentyl-3-O-butyryl)-γ-

cyclodextrin), 30 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 90 °C isotherm, H2): 

Isomerenverhältnisse:  meso : R*R* : S*S* = 0 : 1 : 1   

 ≙  meso : anti = 0 : 1. 

(in Elutionsreihenfolge; anti Enantiomere nicht zugeordnet) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 38 (1), 39 (21), 40 (5), 41 (55, C3H5
+), 42 (20), 43 (34), 

44 (3), 45 (21), 46 (1), 50 (1), 51 (1), 52 (1), 53 (7), 54 (3), 55 (100, C4H7
+), 56 (27), 57 (35), 58 (37), 

59 (24, C3H7O
+), 60 (1), 61 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (5), 68 (2), 69 (31, C5H9

+), 70 (6), 71 (17), 72 (2), 73 

(1), 77 (1), 79 (2), 81 (14), 82 (3), 83 (64, C6H11
+), 84 (53), 85 (4), 86 (1), 95 (1), 96 (2), 97 (1), 99 (1), 

101 (7), 102 (10, M+-CH2OH), 103 (1), 113 (0.2), 114 (0.3, M+-H2O), 115 (0.2), 133 (0.2, M++1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (d, 3
JH-H=6.9 Hz, 6 H, 2×CH3), 

1.22 (dd, 3
JH-H=6.8, 6.8 Hz, 2 H, CHCH2CH), 1.79 (qtdd, 3

JH-H=6.9, 6.8, 6.3, 6.0 Hz, 2 H, 2×CHMe), 

3.45/3.47 (2dd, 2JH-H=10.6, 3JH-H= 6.0/6.3 Hz, 4 H, CH2OH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.52 (q, C6 C7), 32.98 (d, C2 C4), 36.84 (t, C3), 

69.00 (t, C1 C5). 
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H.5.2.3b 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol, (2R*,4R*)- (anti-#185) 

Zur Regiodifferenzierung von (2R*,4R*)-2,4-

Dimethylpentan-1,5-diol (#184) wurden 341 mg (14.21 mmol, 

1.0 eq., 24.00 g/mol) mit Pentan paraffinfrei gewaschenes 

Natriumhydrid unter Argon-Atmosphäre in 30 mL trockenem 

THF suspendiert. Bei -20 °C wurden dann 1.874 g (14.18 mmol) Diol (#184) in 10 mL THF 

zugetropft. Das Gemisch wurde langsam auf RT erwärmt und bis zum Ende der H2-Entwicklung 

1 h gerührt. Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt und mit 2.130 g (14.13 mmol, 1.00 eq., 

150.73 g/mol) TBDMSCl in 4 mL trockenem THF versetzt. Das Gemisch wurde über Nacht bei RT 

gerührt, anschließend im Vakuum eingeengt und der Rückstand in 40 mL Diethylether 

aufgenommen und mit 10 mL gesättigter Natriumhydrogencarbonat-Lösung versetzt. Die 

organische Phase wurde abgetrennt und jeweils zweimal mit je 10 mL gesättigter NaHCO3- und 

gesättigter Natriumchlorid-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und einrotiert. 

Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über Silica mit einem Gemisch von 

Petrolether 50-70 und Essigester als Laufmittel mit einem Gradienten von 10:1 bis 2:1 gereinigt. 

Es wurden 2.960 g (12.01 mmol, 85%) (2R*,4R*)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-

dimethylpentan-1-ol (anti-#185) als farbloses Öl erhalten. 

M [C13H30O2Si] =  246.47 g/mol 

Rf (PE/EE 5:1) = 0.29  

GC/MS (VF-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

kein syn-#185 bzw. keine Isomeren-Trennung  

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (10, C3H5
+), 42 (2), 43 (7), 44 (1), 45 

(4), 47 (3), 53 (1), 55 (100, C4H7
+), 56 (6), 57 (7), 58 (4), 59 (8), 60 (1), 61 (3), 67 (1), 69 (18), 70 (1), 

71 (1), 72 (1), 73 (24, C4H9O
+), 74 (4), 75 (78, Me2SiOH+), 76 (6), 77 (5), 79 (1), 81 (1), 83 (3), 85 (2), 

86 (1), 87 (1), 88 (2), 89 (8), 90 (1), 91 (1), 93 (4), 95 (1), 97 (90, C7H13
+), 98 (7), 99 (3), 100 (1), 101 

(3), 105 (22), 106 (2), 107 (1), 113 (1), 115 (7, tBuMe2Si+), 116 (1), 117 (1), 119 (2), 129 (1), 133 (1), 

143 (3), 159 (2), 171 (1, M+-tBu-H2O), 189 (1, M+-tBu), 215 (0.12, M+-CH2OH), 228 (0.01, M+-H2O), 

246 (0.003, M+), 247 (0.03).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] =0.04 (s, 6 H, 2×SiCH3 C10), 0.84 (d, 
3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C6), 0.87 (d, 3

JH-H=7.1 Hz, 3 H, CH3 C7), 0.89 (s, 9 H, SiC(CH3)3 C9), 1.13 / 1.21 

(2ddd, 2
JH-H=13.64, 3

JH-H=9.1 / 9.1, 4.8 / 4.3 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.69-1.81 (m, 2 H, CHCH2CH C2 C4), 

3.39 / 3.42 (2dd, 2
JH-H=9.9, 3

JH-H=6.3 / 6.3 Hz, 2 H, SiOCH2 C5), 3.46 / 3.49 (2dd, 2
JH-H=10.4, 3

JH-H=6.3 / 

6.3 Hz, 2 H, CH2OH C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.20 (q, C10), 16.59/16.77 (2q, C6 C7), 18.50 (s, 

C8), 26.10 (q, C9), 33.08/33.23 (2d, C2 C4), 36.98 (t, C3), 69.14/69.17 (2t, C1 C5).  
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H.5.2.3c 5-TBSO-2,4-dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan, (2R*,4R*)- (anti-#186) 

Unter Argon-Schutzgas wurden 1.482 g 

(6.01 mmol, 246.47 g/mol) (2R*,4R*)-5-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol 

(anti-#185), 38 mg (0.31 mmol, 0.05 eq., 

122.17 g/mol, 0,73 g/mL) DMAP und 1.3 mL (949 mg, 9.38 mmol, 1.5 eq., 101.19 g/mol, 

0.73 g/mL) frisch destilliertes TEA in 50 mL wasserfreiem DCM gelöst, auf -20°C gekühlt und 

portionsweise mit 1.522 g (7.98 mmol, 1.3 eq., 190.65 g/mol) p-Toluolsulfonylchlorid versetzt. 

Das Reaktionsgemisch wurde für 6 h bei RT gerührt, anschließend weitgehend eingeengt und 

der Rückstand in 40 mL Diethylether und 10 mL gesättigter NaHCO3-Lösung aufgenommen. Die 

organische Phase wurde abgetrennt, jeweils zweimal mit je 8 mL gesättigter NaHCO3- und 

gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel im Vakuum 

entfernt. Die säulenchromatographische Reinigung über 120 g Silica mit einem Gemisch von 

Petrolether und Essigester mit einem Gradienten von 15:1 bis 6:1 als Laufmittel lieferte 2.398 g 

(5.99 mmol, 97%) (2R*,4R*)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethyl-1-(p-toluolsulfonyl-

oxy)pentan (anti-#186) als farbloses Öl.     

M [C20H36O4SSi] =  400.65 g/mol 

Rf (PE/EE 15:1) = 0.31. 

GC/MS (VF-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

kein syn-#186 bzw. keine Isomeren-Trennung  

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (2), 41 (6), 42 (1), 43 (4), 45 (2), 47 (1), 53 (1), 55 

(42), 56 (3), 57 (4), 58 (2), 59 (5), 60 (1), 61 (2), 63 (1), 65 (5), 67 (1), 69 (8), 70 (1), 73 (18, C5H9O
+), 

74 (2), 75 (20, Me2SiOH+), 76 (2), 77 (3), 79 (1), 81 (1), 83 (2), 85 (2), 87 (1), 88 (2), 89 (9), 90 (3), 91 

(23, C7H7
+), 92 (2), 95 (1), 97 (100, C7H13

+), 98 (8), 99 (2), 101 (2), 105 (1), 107 (1), 113 (1), 115 (5, 

C6H15Si+), 116 (1), 117 (1), 122 (1), 129 (1), 139 (1), 143 (2), 149 (7), 150 (1), 151 (1), 155 (4, 

C7H7O2S+), 165 (2), 171 (1, TsO+), 172 (1), 229 (97), 230 (15), 231 (11), 232 (1), 247 (3), 248 (0.4), 

271 (2), 272 (0.4), 343 (0.02, M+-tBu), 355 (0.01), 401 (0.04, M++1).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.01 (s, 6 H, 2×SiCH3 C15), 0.79 

(d3
JH7-H2=6.6 Hz, 3 H,, CH3 C7), 0.86 (d, 3

JH6-H4=6.6 Hz, 3 H, CH3 C6), 0.87 (s, 9 H, SiC(CH3)3 C14), 1.05 / 

1.17 (2ddd, 2
JH3-H3=13.2, 3

JH-H=9.4, 5.1 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.55-1.65 (m, 1 H, CH C4), 1.82-1.94 (m, 1 H, 

CH C2), 2.45 (s, 3 H, PhCH3 C12), 3.34 (d, 3
JH-H=6.1 Hz, 2 H, SiOCH2 C5), 3.82 / 3.87 (2dd, 2

JH1-H1=9.2, 
3
JH-H=6.4 / 5.6 Hz, 2 H, CH2OSO2 C1), 7.34 (br.d, 3

JH-H=8.4 Hz, 2 H, m-arCH C10), 7.79 (br.d, 2 H, 
3
JH-H=8.4 Hz, >3

JarH=2.0, 1.8 Hz, o-arCH C9).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.26 (q, C15), 16.39/16.45 (2q, C6 C7), 18.45 (s, 

C13), 21.76 (q, C12), 26.07 (q, C14), 30.53 (d, C2), 33.04 (d, C4), 36.51 (t, C3), 68.71 (t, C5), 75.88 (t, 

C1), 128.05 (d, C9), 129.93 (d, C10), 133.52 (s, C11), 144.70 (s, C8).  
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H.5.2.3d 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,8-trimethylnonan, (2R*,4S*)- (anti-#189) 

Zur Kupfer(I)-katalysierten Kreuzkupplung von 

(2R*,4R*)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethyl-

1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan (anti-#186) mit 3-

Methylbut-1-ylmagnesiumbromid (#188) wurde 

zunächst das GRIGNARD-Reagenz frisch bereitet. Dazu wurden unter Argon-Schutzgas 498 mg 

(20.49 mmol, 7 eq., 24.31 g/mol) Magnesiumspäne mit einem Körnchen Iod aktiviert, 

anschließend 1.10 mL (1.39 g, 9.18 mmol, 3 eq., 151.05 g/mol, 1.261 g/mL) frisch destilliertes 1-

Brom-3-methylbutan (#187) und 20 mL abs. THF zugetropft und das Gemisch für 6 h bei RT 

gerührt.   

Unter Argon wurden 1.150 g (2.87 mmol) anti-#186 und 25 mg (0.13 mmol, 0.05 eq., 

190.44 g/mol) über P2O5 bei 80 °C getrocknetes CuII als Katalysator in 20 mL abs. THF (H2O- 

und O2-frei) vorgelegt. Bei -90 °C wurde die GRIGNARD-Lösung langsam zugetropft und die 

Reaktionslösung anschließend unter langsamer Erwärmung für 18 h gerührt. Danach wurde die 

tiefschwarze Suspension durch Einpipettieren in 0 °C kalte gesättigte NH4Cl-Lösung gequentscht 

und mit 30 mL Diethylether versetzt. Die organische Phase wurde abgetrennt, jeweils zweimal 

mit je 15 mL jeweils gesättigter NH4Cl-, NaHCO3- und NaCl- Lösung gewaschen, über MgSO4 

getrocknet und eingeengt. Nach säulenchromatographischer Reinigung über 85 g Silica mit 

Petrolether 50-70 als Laufmittel wurden 767 mg (2.55 mmol, 89%) (2R*,4S*)-1-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-2,4,8-trimethylnonan (anti-#189) als farbloses Öl erhalten.   

M [C18H40OSi] = 300.60 g/mol 

Rf (PE) = 0.43. 

GC/MS (VF-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

Isomerenverhältnis: syn : anti = 1:99 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (1), 41 (9), 42 (1), 43 (13), 45 (2), 47 (2), 55 (14), 

56 (3), 57 (24), 58 (4), 59 (6), 61 (4), 67 (1), 69 (40), 70 (3), 71 (22), 72 (2), 73 (21), 74 (3), 75 (73), 76 

(5), 77 (3), 81 (2), 83 (24), 84 (2), 85 (18), 86 (1), 87 (1), 88 (2), 89 (12), 90 (1), 95 (3), 97 (50), 98 (4), 

99 (3), 101 (3), 103 (1), 109 (3), 111 (100), 112 (9), 113 (2), 115 (6), 116 (1), 125 (4), 129 (2), 167 (3), 

185 (2), 243 (32, M+-tBu), 244 (6), 245 (2), 285 (1, M+-Me), 286 (0.1), 300 (0.04, M+), 301 (0.05).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.04 (s, 6 H, 2×SiCH3 C15), 0.82 (d, 
3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C10), 0.84 (d, 3

J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C11), 0.87 (d, 3
J=6.6 Hz, 6 H, CH(CH3)2 2×CH3 C9 

C12), 0.90 (s, 9 H, SiC(CH3)3 3×CH3 C14), 0.94-1.07 / 1.17-1.25 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.07-1.17 (m, 4 H, 

2×CH2 C3 C7), 1.22-1.34 (m, 2 H, CH2 C6), 1.40-1.53 (m, 1 H, CH C4), 1.52 (tsept, 3
J=6.6, 6.6 Hz, 1 H, 

CHMe2 C8), 1.60-1.73 (m, 1 H, CH C2), 3.32 / 3.42 (2dd, 2J=9.9, 3J=6.9 / 5.6 Hz, 2 H, OCH2 C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.16, (q, C15), 16.74, (q, C10), 18.53, (s, C13), 

19.64, (q, C11), 22.79, (q, C12), 22.86, (q, C9), 24.94, (t, C6), 26.13, (q, C14), 28.14, (d, C8), 30.12, 

(d, C4), 33.46, (d, C2), 38.41, (t, C5), 39.50, (t, C7), 40.94, (t, C3), 69.30, (t, C1).  
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H.5.2.3e 2,4,8-Trimethylnonan-1-ol, (2R*,4S*)- (anti-#177) 

Zur Deblockierung der Hydroxyfunktion wurden 747 mg 

(2.48 mmol) (2R*,4S*)-1-TBSO-2,4,8-trimethylnonan (anti-

#189) in einem Gemisch aus 15 mL THF und 0.5 mL Wasser 

gelöst, mit 90 mg (0.47 mmol, 2 eq., 190.219 g/mol) p-Toluolsulfonsäure Monohydrat versetzt 

und bei RT für 12 h gerührt. Anschließend wurde im Vakuum eingeengt, der Rückstand in 30 mL 

Diethylether aufgenommen, dreimal mit je 10 mL NaHCO3- und einmal mit 10 mL ges. NaCl-

Lösung gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Die Reinigung durch 

Kugelrohrdestillation bei 250-150 mbar und 130-170 °C lieferte 396 mg (2.13 mmol, 85%) 

(2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (anti-#177) als farbloses Öl.  

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

Enantioselektive GC-FID (6TBS-2,3diMe-β-CD, 90/30-1-160, H2):  

Isomerenverhältnisse: RR+SS : R*S* : S*R* = 0 : 1 : 1   

 ≙  syn : anti = 0 : 1  

(order of elution; anti enantiomere nicht zugeordnet) 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300): 

anti-#177  coeluiert mit dem später eluierenden Diastereomer von 2RS,4RS-#177. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS VF-1ms): Die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen des 2. 

Diastereomers von 2RS,4RS-#177 (s.o.). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.84 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C11), 

0.87 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 6 H, CH(CH3)2 2×CH3 C9 C12), 0.89 (d, 3

JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.09-1.15 / 

1.18-1.25 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.07-1.17 (m, 2 H, CH2 C3), 1.11-1.17 (m, 2 H, CH2 C7), 1.25-1.32 (m, 2 

H, CH2 C6), 1.44-1.55 (m, 1 H, CH C4), 1.52 (tspt, 3
JH-H=6.6, 6.6 Hz, 1 H, CH(CH3)2 C8), 1.65-1.78 (m, 1 

H, CH C2), 3.40 / 3.48 (2dd, 2JH-H=10.36, 3JH-H=6.57, 4.80 Hz, 2 H, OCH2 C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.49 (q, C10), 19.54 (q, C11), 22.77/22.85 (2q, 

C9 C12), 24.91 (t, C6), 28.13 (d, C8), 30.08 (d, C4), 33.41 (d, C2), 38.36 (t, C5), 39.47 (t, C7), 40.83 (t, 

C3), 69.27 (t, C1).  

H.5.2.3f 2,4,8-Trimethylnonanal, (2R*,4S*)- (anti-#178) 

Die Oxidation erfolgte nach der Prozedur zur Synthese von 

(2RS,4RS-#178). Dazu wurden ca. 100 mg trockenes gepulvertes 

Molsieb 4 Å in 15 mL wasserfreiem DCM suspendiert und 

231 mg (1.24 mmol) (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonan-1-ol (anti-#178) gelöst. Nach Zugabe von 

745 mg (1.98 mmol, 1.6 eq., 376.20 g/mol) PDC bei -20 °C und Rühren für 90 min wurde wie 

beschrieben aufgearbeitet und säulenchromatographisch an 20 g Silica mit PE/EE 20:1 als 

Laufmittel gereinigt. Es wurden 169 mg (0.92 mmol, 74%) (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonanal 

(anti-#178) als farbloses Öl erhalten.  

M [C12H24O] = 184.32 g/mol 

Rf (PE/EE 30:1) = 0.21. 
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GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300): 

Isomerenverhältnis:  syn : anti = 8 : 92. 

Das Hauptprodukt (anti-#177) coeluiert mit dem später eluierenden Diastereomer von 

2RS,4RS-#177. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS VF-1ms): Die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen des 2. 

Diastereomers von 2RS,4RS-#178 (s.o.). 

1H-NMR ( 400 MHz, CDCl3):  

Isomerenverhältnis:  (2R*,4S*) : (2R*,4R*) = anti : syn = 94 : 6. 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C9 

C12), 0.87 (d, 3
JH-H=6.4 Hz, 3 H, CH3 C11), 1.07 (d, 3

JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.10-1.19 (m, 2 H, CH2 

C7), 1.13-1.20 / 1.48-1.58 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.19-1.27 (m, 1 H, CH C4), 1.21-1.33 (m, 2 H, CH2 C6), 

1.23-1.30 / 1.47-1.56 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.44-1.55 (m, 1 H, CH C8), 2.41 (dqdd, 3JH-H=8.7, 6.9, 5.1, 2.0 

Hz, 1 H, CH C2), 9.61 (d, 3JH-H=2.0 Hz, 1 H, CHO C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.78 (q, C10), 20.37 (q, C11), 22.84 (q, C9 C12), 

24.82 (t, C6), 28.11 (d, C8), 30.34 (d, C4), 37.74 (t, C3), 37.81 (t, C5), 39.34 (t, C7), 44.42 (d, C2), 

205.71 (d, C1).  

H.5.2.3g 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6R*,8S*)- (anti-Tt.1) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 675 mg 

(1.64 mmol, 2 eq., 411.32 g/mol) (3-Methylbut-2-en-1-

yl)triphenyl-phosphoniumbromid (#168) in 20 mL 

trockenem THF suspendiert, auf -40 °C gekühlt und durch Zutropfen von 0.92 mL (1.47 mmol, 

1.8 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan deprotoniert. Die sich bildende leuchtend orange Lösung 

wurde 1.5 h unter Erwärmung auf RT gerührt und erneut auf -40 °C gekühlt. Nach langsamem 

Zutropfen von 151 mg (0.82 mmol) (2R*,4S*)-2,4,8-Trimethylnonanal (anti-#178) in 5 mL 

trockenem THF wurde die sich entfärbende Lösung unter Erwärmung über Nacht gerührt. 

Anschließend wurde bei 0 °C 0.1 mL gesättigte NH4Cl-Lösung zugetropft, über MgSO4 

getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel zügig im Vakuum weitgehend entfernt. Der 

Rückstand wurde mit MgSO4 und Sand versetzt, dreimal mit 20 mL Pentan aufgeschlämmt und 

jeweils der Feststoff abfiltriert. Der gesammelte Extrakt wurde eingeengt und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch über 20 g Silica mit Pentan als Laufmittel gereinigt, was 128 mg 

(0.54 mmol, 66%) (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-Tt.1) als farbloses Öl 

ergab. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

Rf (Pentan) = 0.82. 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

Isomerenverhältnisse: (2R*,4S*) : (2R*,4R*) = syn : anti = 7 : 93  (order of elution) 

  Summe (4Z) : Summe (4E) = 37 : 63  (order of elution).     
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(4Z,6R*,8S*) = (4Z,anti)- Tt.1 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (3), 41 (18), 42 (2), 43 (18), 53 (4), 55 (15), 56 (2), 

57 (8), 65 (2), 67 (29), 68 (3), 69 (13), 70 (1), 71 (3), 77 (5), 79 (7), 80 (2), 81 (21), 82 (42), 83 (7), 91 

(7), 93 (8), 94 (2), 95 (34), 96 (9), 97 (5), 105 (1), 107 (7), 108 (2), 109 (100), 110 (19), 111 (3), 122 

(2), 123 (15), 124 (4), 137 (2), 151 (11), 152 (2), 179 (1), 180 (6), 193 (1), 236 (12, M+), 237 (2).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 (d, 3
JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C16), 

0.86 (d, 3
JH-H=6.3 Hz, 6 H, 2×CH3 C13 C17), 0.93 (d, 3

JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.98-1.11 / 1.21-1.33 

(2m, 2 H, CH2 C9), 1.04-1.12 / 1.18-1.27 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.08-1.19 (m, 2 H, CH2 C11), 1.19-1.26 

(m, 2 H, CH2 C10), 1.38-1.49 (m, 1 H, CH C8), 1.48-1.56 (m, 1 H, CH C12), 1.74 (s, 3 H, Z-CH3 C14), 

1.80 (s, 3 H, E-CH3 C1), 2.71 (dddq, 3
JH-H=9.5, 7.2, 7.2, 6.6 Hz, 1 H, CH C6), 5.09 (dd, 3

J(Z)H-H=9.5, 3
JH-

H=9,5 Hz, 1 H, =CH C5), 6.05 (d, J=11.7 Hz, 1 H, =CH C3), 6.08 (dd, 3
JH-H=11.7, 3

J(Z)H-H=9.5 Hz, 1 H, CH= 

C4). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 18.18 (q, C14), 20.27 (q, C16), 21.29 (q, C15), 

22.87 (q, C13 C17), 24.83 (t, C10), 26.52 (q, C1), 28.08 (d, C12), 29.57 (d, C6), 30.53 (d, C8), 37.21 (t, 

C9), 39.48 (t, C11), 45.49 (t, C7), 120.66 (d, C3), 122.95 (d, C4), 134.90 (s, C2), 136.71 (d, C5). 

 

 

(4E,6R*,8S*) = (4E,anti)- Tt.1 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (2), 41 (15), 42 (1), 43 (15), 53 (3), 55 (12), 56 (2), 

57 (7), 65 (2), 67 (26), 68 (3), 69 (12), 70 (1), 71 (3), 77 (4), 79 (6), 80 (2), 81 (17), 82 (35), 83 (6), 91 

(6), 93 (7), 94 (2), 95 (29), 96 (8), 97 (4), 105 (1), 107 (7), 108 (2), 109 (100), 110 (18), 111 (3), 122 

(2), 123 (14), 124 (3), 137 (1), 151 (9), 152 (2), 179 (1), 180 (5), 193 (1), 236 (15, M+), 237 (3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.84 (d, 3
JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C16), 

0.86 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C13 C17), 0.96 (d, 3

JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.98-1.11 / 1.21-1.33 

(2m, 2 H, CH2 C9), 1.07-1.15 / 1.16-1.25 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.08-1.19 (m, 2 H, CH2 C11), 1.26-1.35 

(m, 2 H, CH2 C10), 1.38-1.49 (m, 1 H, CH C8), 1.48-1.56 (m, 1 H, CH C12), 1.74 (s, 3 H, Z-CH3 C14), 

1.76 (s, 3 H, E-CH3 C1), 2.26 (ddqd, 3
JH-H=7.9, 7.2, 6.9, 6.6 Hz, 1 H, CH C6), 5.43 (dd, 3

J(E)H-H=15.1, 3
JH-

H=7.9 Hz, 1 H, =CH C5), 5.78 (d, 3
JH-H=10.8 Hz, 1 H, =CH C3), 6.18 (dd, 3

J(E)H-H=15.1, 3
JH-H=10.8 Hz, 1 H, 

CH= C4).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 18.37 (q, C14), 20.08 (q, C16), 20.78 (q, C15), 

22.76 (q, C13 C17), 24.71 (t, C10), 26.07 (q, C1), 28.11 (d, C12), 30.31 (d, C8), 34.58 (d, C6), 37.27 (t, 

C9), 39.48 (t, C11), 45.05 (t, C7), 124.58 (d, C4), 125.36 (d, C3), 132.89 (s, C2), 138.82 (d, C5).  

Wegen zu geringer Konzentration wurden die NMR-Spektren der syn-Isomere (6R*,8R*-Tt.1) 

nicht ausgewertet. 
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H.5.3 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.2) 

H.5.3.1 WITTIG-Salz #197 

H.5.3.1a 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)propan-2-on (#191) 

Zur Blockierung der Hydroxyl-Gruppe von 1-Hydroxypropan-2-on 

(Acetol, #190) wurden 151 mg (1.24 mmol, 0.05 eq., 122.17 g/mol) DMAP, 

2.585 g (37.97 mmol, 1.5 eq., 68.08 g/mol) Imidazol und 2.00 mL (1.869 g, 

25.32 mmol, 74.08 g/mol, 1.07 g/mL) destilliertes kommerzielles Acetol 

(#190) unter Schutzgas in 70 mL trockenem DCM gelöst und auf 0 °C gekühlt. Die Lösung wurde 

langsam mit 4.586 g (30.43 mmol, 1.2 eq., 150.73 g/mol) TBDMSCl in 6 mL DMC versetzt. Das 

leicht trübe Gemisch wurde bei RT für 12 h gerührt. Anschließend wurden 30 mL ges. wässrige 

NaHCO3-Lösung bei 0 °C zugegeben und die Phasen nach 10 min Rühren getrennt. Die 

organische Phase wurde eingeengt und die wässrige Phase dreimal mit je 10 mL Diethylether 

extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden dreimal mit je 15 mL ges NaHCO3-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 1 mbar und ca. 80 °C gereinigt. Es wurden 4.493 g (23.86 mmol, 94%) 

1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)propan-2-on (#191) als farbloses Öl erhalten. 

M [C9H20O2Si] = 188.34 g/mol 

Sdp: 67 °C (7 mbar) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (5), 42 (2), 43 (17, CH3CO+), 44 (1), 45 (7), 46 (1), 

47 (3), 53 (1), 55 (1), 56 (1), 57 (4), 58 (6), 59 (12), 60 (1), 61 (3), 73 (19), 74 (2), 75 (17, Me2SiOH+), 

76 (1), 77 (2), 85 (1), 87 (1), 88 (2), 89 (3), 99 (1), 100 (1), 101 (5), 102 (1), 103 (16), 104 (2), 105 (1), 

115 (6), 116 (2), 117 (3), 129 (1), 131 (100, M+-tBu), 132 (10), 133 (4), 173 (1, M+-Me), 188 (0.04, 

M+). 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 39 (5), 41 (8), 42 (2), 43 (18, CH3CO+
), 44 (2), 45 (17), 46 (1), 47 (7), 55 (1), 

56 (2), 57 (6), 58 (10), 59 (21), 60 (4), 61 (7), 73 (31), 74 (4), 75 (72, Me2SiOH+
), 76 (8), 77 (7), 85 (2), 88 (4), 

89 (6), 99 (3), 100 (1), 101 (8), 103 (28), 104 (3), 105 (1), 115 (10), 116 (4), 117 (11), 118 (1), 129 (1), 130 (1), 

131 (100, M
+
-tBu), 132 (27), 133 (10), 173 (5, M

+
-Me).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.09 (s, 6 H, Si(CH3)2 C6), 0.92 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3 C5), 2.17 (s, 3 H, COCH3 C3), 4.15 (s, 2H SiOCH2 C1). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -3.45 (q, Si(CH3)2 C6), 18.44 (s, SiCMe3 C4), 25.90 

(q, SiC(CH3)3 C5), 26.12 (q, COCH3 C3), 69.72 (t, COCH2 C1), 209.45 (s, C=O C2). 

H.5.3.1b 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3-methylbut-2-ensäureethylester, (2EZ)- (#192) 

Der α,β-ungesättigte Ester (#192) wurde durch HWE-

Olefinierung dargestellt. Dazu wurden 650 mg (5.79 mmol, 

1.2 eq., 112.2 g/mol) Kalium-tert-butylat unter Schutzgas in 

10 mL trockenem DCM suspendiert und bei -10 °C mit 50 mg 

(0.19 mmol, 0.04 eq., 264.32 g/mol) [18]Krone-6 versetzt. Dann wurden 1.16 g (5.17 mmol, 
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1.1 eq., 224.2 g/mol) kommerzielles Triethylphosphonoacetat (Phosphonoessigsäure-

triethylester, #193) in 5 mL DCM langsam zugegeben. Die klare, intensiv orange Lösung wurde 

2 h bei 0 °C gerührt. Anschließend wurden 886 mg (4.70 mmol) 1-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)propan-2-on (#191) in 10 mL DCM zugetropft. Die sich rot färbende 

Lösung wurde unter Erwärmung auf RT für 12 h gerührt. Das Reaktionsgemisch wurde unter 

Rühren mit 20 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt. Nach Trennung wurde die organische Phase 

einrotiert und die wässrige zweimal mit je 8 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten 

organischen Phasen wurden unter Verwendung von 10 mL Portionen zweimal mit ges. NH4Cl-, 

zweimal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 

getrocknet. Nach säulenchromatographischer Reinigung über 50 g Silica mit Petrolether 50-

70 / Essigester 30:1 als Laufmittel wurden 590 mg (2.28 mmol, 48%) (2EZ)-4-TBSO-3-

methylbut-2-ensäureethylester (#192) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE / EE 20:1) = 0.41 

M [C13H26O3Si] = 258.43 g/mol 

GC (HP-1, 30 m, 60/3-10-300),   GC/MS (VF-1ms, 30 m, 60/5-10-300): 

Z : E-Verhältnis: 1:7 (oder of elution) 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 39 (5), 41 (7), 43 (6), 45 (7), 47 (4), 53 (6), 54 (2), 55 (2), 57 (6), 58 

(3), 59 (12), 60 (2), 61 (4), 69 (2), 73 (39), 74 (4), 75 (73, Me2SiOH+), 76 (7), 77 (6), 78 (4), 81 (5), 82 

(7), 83 (2), 85 (2), 97 (5), 98 (2), 99 (8), 101 (2), 103 (84, Me2SiCO2H
+), 104 (10), 105 (5), 111 (2), 112 

(2), 113 (7), 115 (3), 127 (9), 129 (4), 145 (16), 146 (2), 155 (17), 156 (3), 157 (2), 169 (2), 173 (56), 

174 (7), 175 (3), 185 (3), 197 (2), 200 (4), 201 (100, M+-tBu), 202 (17), 203 (6), 213 (29, M+-OEt), 214 

(5), 215 (3), 243 (4, M+-Me), 258 (2, M+). 

(Z)-#192 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (6), 43 (5), 45 (7), 47 (5), 53 (5), 54 (2), 55 (1), 57 (5), 58 

(3), 59 (8), 60 (1), 61 (3), 67 (1), 69 (3), 71 (1), 73 (44), 74 (4), 75 (100), 76 (8), 77 (6), 81 (5), 82 (5), 

83 (2), 85 (2), 87 (1), 97 (11), 98 (2), 99 (7), 101 (1), 103 (13), 104 (1), 111 (3), 112 (2), 113 (6), 115 

(2), 127 (3), 129 (2), 145 (33), 146 (4), 147 (2), 155 (17), 156 (3), 157 (1), 171 (1), 173 (53), 174 (7), 

175 (2), 185 (2), 197 (3), 201 (96, M+-tBu), 202 (14), 203 (4), 212 (3), 213 (15, M+-OEt), 214 (3), 215 

(3), 229 (2), 243 (2, M+-Me), 258 (3, M+). 

(E)-#192 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (6), 43 (5), 45 (6), 47 (4), 53 (5), 54 (2), 55 (1), 57 (5), 58 

(3), 59 (11), 60 (1), 61 (3), 67 (1), 69 (2), 71 (1), 73 (34), 74 (4), 75 (83, Me2SiOH+), 76 (6), 77 (5), 78 

(2), 81 (5), 82 (7), 83 (2), 85 (2), 87 (1), 97 (3), 98 (2), 99 (6), 101 (2), 103 (100, Me2SiCO2H
+), 104 (9), 

105 (4), 111 (3), 112 (2), 113 (6), 115 (2), 127 (9), 128 (1), 129 (4), 145 (23), 146 (3), 147 (1), 155 

(18), 156 (3), 157 (2), 169 (2), 172 (1), 173 (44), 174 (6), 175 (2), 185 (2), 200 (4), 201 (61, M+-tBu), 

202 (9), 203 (3), 213 (21), 214 (3), 215 (2), 243 (2, M+-Me). 

(E)-#192 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.91 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.27 (t, 3
J=7.2 Hz, 3 H, OCH2CH3), 2.04 (dt, 4

J=1.5, 0.8 Hz, 3 H, (CH3)C=), 4.10 (qd, 4
J=1.5, 

0.8 Hz, 2 H, SiOCH2), 4.15 (q, 3J=7.2 Hz, 2 H, OCH2CH3), 5.97 (tq, 4J=1.5, 1.5 Hz, 2 H, =CH).  
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13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -5.32 (q, Si(CH3)2 C8), 14.50 (q, (CH3)C= C5), 15.57 

(q, OCH2CH3 C10), 18.51 (s, SiC(CH3)3 C6), 26.01 (q, SiC(CH3)3 C7), 59.72 (t, SiC(CH3)3 C9), 67.24 (t, 

SiOCH2 C4), 113.49 (d, =CH C2), 157.30 (s, MeC= C3), 167.24 (s, C=O C1). 

H.5.3.1c 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3-methylbut-2-en-1-ol, (2EZ)- (#194) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 310 mg (1.20 mmol) (2EZ)-4-

TBSO-3-methylbut-2-ensäureethylester (#192) in 10 mL trockenem 

DCM gelöst und auf -35 °C gekühlt. Anschließend wurden langsam 

3.0 mL (3.0 mmol, 2.5 eq., 142.22 g/mol, 0.70 g/mL) 1 M DIBAlH-

Lösung in Hexan zugetropft. Die Lösung wurde unter langsamer Erwärmung auf RT für 6 h 

gerührt und dann zur Zerstörung überschüssigen Reduktionsmittels mit 0.15 mL (8.3 mmol) 

Wasser versetzt. Das Lösemittel wurde im Vakuum entfernt, der Rückstand in 20 mL 

Diethylether aufgenommen und diese Lösung wurde über MgSO4 getrocknet und über Silica 

filtriert. Nach säulenchromatographischer Reinigung über 20 g Silica mit Petrolether 50-

70 / Essigester 20:1 als Laufmittel wurden 179 mg (0.83 mmol, 69%) 4-TBSO-3-methylbut-2-

en-1-ol (#194) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE / EE 20:1) = 0.41 

M [C11H24O2Si] = 216.39 g/mol 

GC (HP-1, 30 m, 60/3-10-300):    

(2Z) : (2E) - Verhältnis in Abhängigkeit von den Reaktionsbedingungen:  

 -78 °C,   2 h: 1 : 17  (order of elution), 

 -35 °C bis  -10 °C,  2 h:  1 : 15, 

 -35 °C bis  -10 °C,  4 h:  1 : 20, 

 -35 °C bis        RT,  6 h:  0 : 11. 

(Z)-#194 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (2), 41 (5), 43 (2), 45 (4), 47 (4), 53 (1), 55 (2), 56 (1), 57 (5), 58 

(1), 59 (3), 60 (1), 61 (2), 65 (1), 67 (5), 68 (4), 69 (1), 73 (10), 74 (1), 75 (100), 76 (7), 77 (5), 83 (1), 

85 (1), 99 (1), 101 (1), 113 (1), 115 (1), 125 (1), 127 (1), 141 (12), 142 (2), 143 (1), 145 (1), 159 (9, 

M+-tBu), 160 (1), 185 (1, M+-MeO). 

(E)-#194 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (2), 41 (5), 43 (2), 45 (4), 47 (4), 53 (1), 55 (2), 57 (7), 58 (2), 59 

(4), 61 (2), 67 (4), 68 (2), 73 (20), 74 (2), 75 (100, Me2SiOH+), 76 (7), 77 (6), 83 (2), 84 (2), 85 (1), 99 

(1), 101 (1), 113 (1), 115 (1), 127 (1), 141 (16), 142 (2), 143 (1), 145 (1), 147 (2), 159 (23, M+-tBu), 

160 (3), 185 (1, M+-MeO), 198 (0.2, M+-H2O), 201 (0.1, M+-Me), 216 (0.03, M+). 

(E)-#194 
1H-NMR, 1H-1H-COSY (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.92 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 

1.65 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, (CH3)C= C5), 4.03 (br.s, 2 H, SiOCH2 C4), 4.21 (br.d, 3

J=6.9 Hz, 2 H, CH2OH 

C1), 5.68 (ttq, 3J=6.9, 4J=1.5, 1.4 Hz, 1 H, =CH).   

13C-NMR (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -5.19 (q, Si(CH3)2), 13.63 (s, (CH3)C= C5), 18.54 (s, 

SiC(CH3)3), 26.07 (q, SiC(CH3)3), 59.29 (t, CH2OH C1), 67.80 (t, SiOCH2 C4), 122.66 (d, =CH C2), 138.49 

(s, MeC= C3).  
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Für die Folgestufe wurde der E-konfigurierte Allylalkohol E-#194 verwendet. 

H.5.3.1d 4-TBSO-1-(p-toluolsulfonyloxy)-3-methylbut-2-en, (2E)- (#195) 

Der Allylalkohol E-#194 (92 mg, 0.43 mmol) 

wurde unter Schutzgas in 5 mL trockenem DCM 

gelöst und mit 3 mg (0.025 mmol, 0.05 eq., 

122.17 g/mol) p-(N,N-Dimethylamino)pyridin 

(DMAP) und 100 µL (73 mg, 0.72 mmol, 1.7 eq., 101,19 g/mol, 0,73 g/mL) frisch destilliertem 

Triethylamin (TEA) versetzt. Die Lösung wurde auf -20 °C gekühlt, und portionsweise wurden 

95 mg (0.50 mmol, 1.2 eq., 190.65 g/mol) p-Tosylchlorid im N2-Gegenstrom zugegeben. Das 

Gemisch wurde für 6 h unter Erwärmung auf RT gerührt. Anschließend wurde das Lösemittel im 

Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde in 15 mL Diethylether aufgenommen und dreimal mit je 

6 mL ges NaHCO3- und zweimal mit je 4 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 

getrocknet und über 2 g Silica filtriert. Das Rohprodukt von 4-TBSO-1-(p-TsO)-3-methylbut-2-en 

(#195) (125 mg, max. 0.34 mmol) wurde ohne weitere Reinigung in der nächsten Stufe 

eingesetzt.  

M [C18H30O4SSi] = 370.57 g/mol 

H.5.3.1e 1-Brom-4-(tert-butyldimethylsilyloxy)-3-methylbut-2-en, (2E)- (#196) 

Das Bromid (#196) wurde durch Finkelstein-Reaktion aus dem 

entsprechenden Tosylat dargestellt. Dazu wurden 115 mg 

(1,32 mmol, 4 eq., 86.84 g/mol) im Vakuum bei 160 °C getrocknetes 

Lithiumbromid in 15 mL trockenem Aceton gelöst. Bei -20 °C wurde 

das Rohprodukt von 4-TBSO-1-(p-TsO)-3-methylbut-2-en (#195) (125 mg, max 0.34 mmol) in 

2 mL Aceton zugegeben. Die Lösung wurde bei RT für 12 h gerührt. Anschließend wurde eine 

Spatelspitze NaHCO3 zugefügt und das Lösemittel im Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde in 

10 mL Diethylether aufgenommen und zweimal mit je 5 mL ges NaHCO3- und einmal mit 5 mL 

ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Die säulenchromatographische 

Reinigung über 15 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 30:1 als Laufmittel lieferte 76 mg 

(0.27 mmol, 63% über 2 Stufen) 1-Brom-4-TBSO-3-methylbut-2-en (#196) als farblose ölige 

Flüssigkeit. 

Rf (PE / EE 30:1) = 0.62 

M [C11H23BrOSi] = 279.29 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (6), 41 (30), 42 (4), 43 (28, C3H7
+), 44 (3), 45 (17), 46 (2), 

47 (13), 51 (2), 53 (9), 55 (6), 56 (3), 57 (54, tBu+), 58 (9), 59 (19), 60 (4), 61 (6), 65 (5), 66 (2), 67 

(54), 68 (22, C5H8
+), 69 (5), 71 (3), 73 (88, Me3Si+), 74 (9), 75 (71, Me2SiOH+), 76 (6), 77 (3), 81 (2), 82 

(2), 83 (4), 85 (4), 87 (2), 89 (2), 95 (2), 97 (3), 99 (7), 101 (6), 109 (4), 111 (4), 113 (5), 115 (8), 119 

(2), 121 (2), 123 (3), 125 (6), 127 (12), 128 (2), 137 (96, Me2Si79Br+), 138 (8), 139 (100, Me2Si81Br+), 
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140 (9), 141 (67), 142 (10), 143 (6), 167 (2), 169 (1), 179 (1), 181 (1), 183 (1), 193 (4), 195 (4), 198 

(2), 199 (29, M+-Br), 200 (5), 201 (2), 207 (4), 209 (3), 220 (1), 221 (42, 79BrM+-tBu), 222 (8), 223 (43, 
81BrM+-tBu), 224 (7), 263 (1, 79BrM+-Me), 265 (2, 81BrM+-Me).  

Isomerenverhältnis:  
1H-NMR (400 MHz, CDCl3):  (2E) : (2Z) = 73 : 27 

E-#196 

1H-NMR, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.01 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.95 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.35 

(s, 3 H, (CH3)C= C5), 3.66 (br.d, 3
J=8.5 Hz, 2 H, CH2Br C1), 3.80 (br.s, 2 H, SiOCH2 C4), 5.76 (ttq, 

3
J=8.5, 4J=1.5, 1.4 Hz, 1 H, =CH C2). 

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -5.23 (q, Si(CH3)2), 12.85 (q, (CH3)C= C5), 26.08 (q, 

SiC(CH3)3), 28.24 (s, CH2Br C1), 67.52, (s, SiOCH2 C4), 120.04 (s, =CH C2). 

H.5.3.1f (3-Methyl-4-TBSO-but-2-en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid, (2E)- (#197) 

Das WITTIG-Salz (#197) wurde analog (3-Methylbut-2-

en-1-yl)TPPBr (#168) aus 76 mg (0.27 mmol) 1-Brom-4-

TBSO-3-methylbut-2-en (#196) durch Substitution mit 

Triphenylphosphin (70 mg, 0.27 mmol) in 8 mL 

trockenem Toluol dargestellt. Nach Rühren für 2 Tage bei 45 °C wurde wie für #168 beschrieben 

aufgearbeitet. Nach Trocknen im Ölpumpenvakuum wurden 74 mg (0.14 mmol, 51%) [(2E)-3-

Methyl-4-TBSO-but-2-en-1-yl]-TPPBr (#197) als weißes Pulver erhalten. 

M [C29H38BrOPSi] = 541.58 g/mol 

Mphy [C29H38OPSi] = 461.24 g/mol 

MS (FAB): m/z (%) = 262.2 (PØ3
+), 275.2 (PØ3=CH+), 329.2 (PØ3=CH-CH=CMe-CH2

+), 461.4 (100, MKat
+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -0.07 (s,6 H, Si(CH3)2), 0.74 (s, 

9 H, SiC(CH3)3), 1.41 (br.d, 5
JH5-P=3.5 Hz, 3 H, (CH3)C= C5), 3.89 (br.d, 5

JH4-P=6.3 Hz, 2 H, SiOCH2 C4), 

4.67 (dd, 2
JH1-P=14.8, 3

JH1-H2=7.6 Hz, 2 H, CH2P C1), 5.43 (tdqt, 3
JH2-H1=7.6, 3

JH2-P=6.6, 4
JH2-H5=1.6, 3

JH2-

H4=1.5 Hz, 2 H, =CH C2), 7.67 (ddd, 3
JH-H=7.8, 7.6, 4

JH11-P=3.5 Hz, 6 H, 3×m-arCH C11), 7.78 (br.td, 
3
JH12-H11=7.8, 5

JH12-P=1.6 Hz, 3 H, 3×p-arCH C12), 7.85 (br.ddd, 3
JH10-P=12.6, 3

JH10-H11=7.6, 4
JH10-H12=1.3 

Hz, 6 H, 3×o-arCH C10). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = -5.44 (q, Si(CH3)2), 14.74 (dq, 4
JC5-P=2.7 Hz, 

(CH3)C= C5), 18.23 (s, SiC(CH3)3), 24.32 (dt, 1
JC1-P=49.5 Hz, PCH2 C1), 25.86 (q, SiC(CH3)3), 66.79 (ds, 

4
JC4-P=2.7 Hz, MeC= C4), 106.90 (dd, 2

JC2-P=9.2 Hz, =CH C2), 118.50 (ds, 1
JC9-P=85.2 Hz, arC9), 130.39 

(dd, 3
JC11-P=12.8 Hz, m-arC11), 134.09 (dd, 2

JC10-P=10.1 Hz, o-arC10), 135.04 (dd, 4
JC12-P=3.7 Hz, p-

arC12), 145.89 (ds, 3JC3-P=12.8 Hz, MeC= C3). 
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H.5.3.2 anti-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (anti-Tt.2) 

H.5.3.2a 1-TBSO-2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-dien, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-#198) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 50 mg 

(0.092 mmol, 541.58 g/mol) [(2E)-3-Methyl-

4-TBSO-but-2-en-1-yl]-TPPBr (#197) in 8 mL 

trockenem THF gelöst und auf -50 °C 

gekühlt. Anschließend wurde durch Zutropfen von 65 µL (0.104 mmol, 1.1 eq.) 1.6 M  

n-BuLi-Lsg in Hexan deprotoniert und die hellorange Lösung unter Erwärmen auf RT für eine 

Stunde gerührt. Bei -40 °C wurden dann 21 mg (0.11 mmol, 1.2 eq., 184.32 g/mol) (2R*,4S*)-

2,4,8-Trimethylnonanal (anti-#178) in 1 mL THF zugetropft. Nach Rühren bei RT für 10 h wurde 

auf 0 °C gekühlt und mit 10 µL (0.55 mmol) Wasser in 1 mL THF versetzt. Anschließend wurde 

über MgSO4 getrocknet, filtriert, auf ca. 1 mL eingeengt und mit 5 mL Diethylether verdünnt. Die 

Lösung wurde über 1 g Silica filtriert und das Rohprodukt (18 mg) sofort für die Folgestufe 

verwendet. 

M [C23H46OSi] = 366.70 g/mol 

Der TBDMS-geschützte Allylalkohol anti-#198 wurde ohne Charakterisierung deblockiert.    

H.5.3.2b 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dienal, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-#199) 

Zur allylischen Oxidation wurden 24 mg 

(0.102 mmol, 236.44 g/mol) (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-Tt.1) in 8 mL 

Ethanol 96% gelöst und mit 45 mg (0.41 mmol, 4 eq., 111.0 g/mol) frisch über konz. HNO3 

sublimiertes Selendioxid (SeO2) versetzt. Das Gemisch wurde bei 60 °C für 2 d gerührt. 

Anschließend wurde von dem an der Glaswand niedergeschlagenen orangen Niederschlag 

abdekantiert und im Vakuum auf 2 mL eingeengt. Der Rückstand wurde in 10 mL Diethylether 

aufgenommen, dreimal mit je 6 mL ges. Na2SO3-, einmal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges. 

NaCl-Lsg gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über 2 g Silica filtriert. Das Rohprodukt wurde 

nach säulenchromatographischer Reinigung über 16 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 

22:1 als Laufmittel ohne NMR-spektroskopische Charakterisierung für die anschließende 

Reduktion eingesetzt. Es wurden 9 mg (0.036 mmol, 35%) (2EZ,4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dienal (anti-#199) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE / EE 5:1) = 0.36, 0.43 

M [C17H30O] = 250.42 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (16), 43 (21), 53 (5), 55 (18), 56 (6), 57 (15), 65 (2), 67 

(13), 68 (2), 69 (14), 70 (5), 71 (8), 77 (5), 79 (6), 80 (3), 81 (8), 82 (12), 83 (8), 84 (8), 85 (3), 91 (6), 

93 (6), 95 (100), 96 (11), 97 (20), 98 (4), 105 (2), 107 (5), 109 (28), 110 (4), 111 (3), 123 (12), 124 
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(15), 125 (3), 137 (4), 154 (3), 161 (2), 165 (4), 179 (8), 180 (2), 217 (0.4, M+-Me), 221 (1), 235 (1, 

M+-Me), 250 (3, M+), 251 (1). 

H.5.3.2c 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, (2EZ,4EZ,6R*,8S*)- (anti-Tt.2) 

a) Deklockierung von 1-TBSO-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (#198) 

Das Rohprodukt (18 mg, max. 0.05 mmol) von 1-TBSO-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

(#198) wurde in 2 mL THF und 20 µL H2O gelöst, mit 28 mg (0.09 mmol, min. 1.8 eq., 

315.52 g/mol) TBAF·3H2O versetzt und bei RT 6 h gerührt. Anschließend wurde auf 1 mL 

eingeengt, mit 5 mL Diethylether verdünnt, über MgSO4 getrocknet und über 0.5 g Silica filtriert. 

In dem Rohprodukt konnte die Zielverbindung mittels GC/MS nicht detektiert werden.  

b) Reduktion von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dienal (#199) 

Unter Schutzgas-Atmosphäre wurde eine 

Suspension von 21 mg (0.55 mmol, 37.95 g/mol, 

14 eq.) LAH in 5 mL trockenem Diethylether auf -

20 °C und langsam mit 9 mg (0.036 mmol) 2,6,8,12-Tetramethyl-trideca-2,4-dienal (anti-#199) in 

2 mL Diethylether versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde unter Erwärmung auf RT 2 h gerührt. 

Die Aufarbeitung erfolgte nach der für anti-2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (#184) beschriebenen 

Methode unter Verwendung von 100 µL (5.55 mmol H2O) 2 N wässriger Natronlauge. Durch 

säulenchromatographische Reinigung über 19 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 23:1 

als Laufmittel wurden 7 mg (0.028 mmol, 78%) (2EZ,4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-Tetramethyltrideca-

2,4-dien-1-ol (anti-Tt.2) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE / EE 5:1) = 0.28 

M [C17H32O] = 252.44 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, ,30m, 0.25, 60/5-10-300):  

Z : E-Verhältnis = 1 : 19  (in Elutionsreihenfolge) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 41 (32), 43 (100), 53 (8), 55 (80), 56 (13), 57 (34), 67 (15), 68 

(8), 69 (41), 70 (10), 71 (23), 77 (11), 79 (20), 80 (18), 81 (44), 82 (13), 83 (26), 84 (18), 85 (7), 91 

(19), 93 (27), 95 (60), 96 (10), 97 (55), 98 (25), 105 (7), 107 (65), 108 (19), 109 (35), 110 (8), 111 

(11), 121 (9), 123 (11), 125 (16), 126 (6), 135 (2), 137 (4), 149 (9), 151 (3), 163 (9), 167 (3), 180 (6), 

193 (3), 221 (2), 234 (3), 252 (14, M+), 253 (3). 

E-anti-Tt.2 

1H-NMR, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.84 (d, 3J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C16), 0.86 (d, 3J=6.6 Hz, 

6 H, CH3 C13 C17), 0.94-1.00 / 1.16-1.23 (2m, 2 H, CH2 C7), 0.97 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.02-

1.08 / 1.24-1.32 (2m, 2 H, CH2 C9), 1.10-1.17 (m, 2 H, CH2 C11), 1.25-1.34 (m,2 H, CH2 C10), 1.40-

1.47 (m, 1 H, CH C8), 1.49-1.57 (m, 1 H, CH 12), 1.79 (br.s, 3 H, CH3 C14), 2.30 (dtq, 3
J=8.0, 6.6 Hz, 1 

H, CH C6), 4.05 (br.s, 2 H, CH2 C1), 5.58 (dd, 3J=14.9, 8.0 Hz, 1 H, =CH C5), 6.02 (br.d, 3J=10.9 Hz, 1 H, 

=CH C3), 6.21 (br.dd, 3J=14.9, 10.9 Hz, 1 H, CH= C4).      
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H.5.4 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.3) 

H.5.4.1 WITTIG-Salze #205 und #209 

H.5.4.1a 3-Methylhex-2-ensäureethylester, (2EZ)- (#201) 

Der α,β-ungesättigte Ester (#201) wurde nach der für (2EZ)-4-

TBSO-3-methylbut-2-ensäureethylester (#192) beschriebenen 

Prozedur durch HWE-Olefinierung dargestellt. Dazu wurden 4.62 g 

(20.61 mmol, 1.1 eq.) Triethylphosphonoacetat (#193) in 30 mL DCM mit 2.61 mg (23.26 mmol, 

1.2 eq.) Kalium-tert-butylat unter Zusatz von 435 mg (1,65 mmol, 0.09 eq.) [18]Krone-6 

deprotoniert. Nach Zutropfen von 2.00 mL (1.61 g, 18.72 mmol, 86.13 g/mol, 0.806 g/mL) in 

20 mL DCM bei 0 °C wurde die hellorange Lösung bei RT 12 h gerührt. Anschließend wurde 

analog #192 aufgearbeitet. Nach Kugelrohrdestillation wurden 1.038 g (6.69 mmol, 36%) 3-

Methylhex-2-ensäureethylester (#201) erhalten. 

M [C9H16O2] = 156.22 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 60/5-10-300):   

Z : E-Verhältnis:  1:4 (oder of elution)  

(Z)-#201 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (27), 40 (5), 41 (32), 42 (6), 43 (26), 45 (7), 51 (4), 52 (2), 53 (17), 

54 (7), 55 (49), 56 (8), 57 (7), 59 (6), 65 (4), 66 (2), 67 (21), 68 (8), 69 (47), 70 (5), 71 (11), 72 (4), 73 

(3), 74 (4), 77 (3), 79 (7), 81 (16), 82 (39), 83 (18), 84 (2), 85 (15), 86 (2), 87 (10), 88 (3), 95 (41), 96 

(3), 97 (3), 99 (5), 100 (23), 109 (10), 110 (10), 111 (100), 112 (9), 113 (55), 114 (4), 127 (5), 128 

(19), 139 (2), 141 (18), 142 (2), 156 (64, M+), 157 (6). 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 38 (3), 39 (35), 40 (6), 41 (39), 42 (8), 43 (27), 45 (5), 51 (4), 53 (16), 

54 (7), 55 (47), 56 (8), 57 (6), 59 (3), 65 (3), 67 (16), 68 (7), 69 (43), 70 (3), 71 (8), 72 (4), 79 (3), 81 

(11), 82 (39), 83 (17), 84 (3), 85 (13), 87 (11), 95 (27), 97 (3), 99 (6), 100 (32), 109 (7), 110 (6), 111 

(100), 112 (10), 113 (53), 114 (4), 127 (5), 128 (35), 129 (3), 141 (12), 156 (55, M+). 

(E)-#201 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (20), 40 (4), 41 (27), 42 (5), 43 (19), 45 (3), 51 (3), 53 (13), 54 (6), 

55 (46), 56 (8), 57 (4), 59 (3), 65 (3), 67 (14), 68 (6), 69 (41), 70 (4), 71 (9), 72 (4), 73 (2), 79 (4), 81 

(9), 82 (38), 83 (17), 84 (4), 85 (13), 87 (9), 88 (2), 95 (26), 96 (2), 97 (2), 99 (5), 100 (32), 101 (2), 

109 (5), 110 (7), 111 (100), 112 (8), 113 (42), 114 (3), 127 (3), 128 (39), 129 (3), 141 (10), 156 (31, 

M+), 157 (4). 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 39 (29), 40 (5), 41 (38), 42 (7), 43 (26), 45 (5), 51 (3), 53 (13), 54 (6), 

55 (48), 56 (8), 57 (6), 59 (3), 67 (13), 68 (6), 69 (40), 70 (3), 71 (8), 72 (4), 81 (9), 82 (32), 83 (16), 84 

(3), 85 (11), 87 (10), 88 (3), 95 (23), 97 (3), 99 (6), 100 (29), 109 (6), 110 (6), 111 (100, M+-OEt), 112 

(8), 113 (45, M+-Pr), 114 (3), 127 (4), 128 (30, M+-C2H4), 129 (3), 141 (10, M+-Me), 156 (42, M+), 157 

(4).  
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(E)-#201 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.89 (t, 3

J=7.3 Hz, 3 H, CH3 C6), 1.26 

(t, 3J=7.2 Hz, 3 H, CH3CH2O), 1.49 (tq, 3J=7.6, 7.3 Hz, 2 H, CH2 C5), 2.10 (td, 3J=7.6, 4J=0.8 Hz, 2 H, CH2 

C4), 2.13 (d, 4
J=1.3 Hz, 3 H, CH3C= C7), 4.13 (q, 3

J=7.2 Hz, 2 H, CH2O), 5.64 (qt, 4
J=1.3, 0.8 Hz, 1 H, 

CH=).   

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 13.76 (q, C6), 14.45 (q, C9), 18.75 (q, C7), 20.66 (t, 

C5), 43.07 (t, C4), 59.54 (t, C8), 115.69 (d, C2), 160.16 (s, C3), 167.03 (s, C1).   

(Z)-#201 
13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.21 (q, C6), 14.43 (q, C9), 21.57 (t, C5), 25.26 (q, 

C7), 35.36 (t, C4), 59.54 (t, C8), 116.28 (d, C2), 160.63 (s, C3), 166.54 (s, C1).   

H.5.4.1b 3-Methylhex-2-en-1-ol, (2EZ)- (#202) 

Unter Schutzgas wurden 604 mg (15.92 mmol, 2.4 eq., 37.95 g/mol) 

Lithiumaluminiumhydrid (LAH) in 40 mL trockenem Diethylether 

suspendiert und auf -20 °C gekühlt. Dann wurden 946 mg (6.65 mmol) 

3-Methylhex-2-ensäureethylester (#201) in 20 mL langsam zugetropft. Das Gemisch wurde unter 

langsamer Erwärmung auf RT für 12 h und darauf unter Rückfluss für weitere 2 h gerührt. 

Anschließend wurden mehrere Spatelspitzen Sand zugesetzt und unter kräftigem Rühren 1.5 mL 

(83.3 mmol H2O) 2N wässrige Natronlauge langsam zugetropft. Nach fünfstündigem Rühren 

wurde der grobkörnige weiße Niederschlag über Celite abgesaugt, das Filtrat über MgSO4 

getrocknet und im Vakuum konzentriert. Es wurde ein Gemisch aus (2EZ)-3-Methylhex-2-en-1-

ol (#202) und 3-Methylhexan-1-ol (#203) im Verhältnis von ca. 4:1 erhalten. Dieses Rohprodukt 

(640 mg, max. 5.59 mmol) wurde ohne weitere Reinigung zur Hydrierung eingesetzt. 

3-Methylhex-2-en-1-ol: M [C7H14O] = 114.19 g/mol 

3-Methylhexan-1-ol: M [C7H16O] = 116.20 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 100/5-10-300):    

Z : E-Verhältnis:  2:9 (oder of elution) 

chem. Reinheit:  81% 

(Z)-#202 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (14), 40 (2), 41 (26), 42 (5), 43 (19), 44 (2), 50 (1), 51 (2), 

52 (1), 53 (9), 54 (2), 55 (17), 56 (2), 57 (13), 58 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (5), 68 (5), 69 (3), 70 (4), 71 

(100), 72 (5), 77 (1), 79 (3), 81 (10), 82 (1), 83 (1), 86 (2), 96 (4), 97 (1), 99 (1), 114 (4, M+). 

(E)-#202 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (17), 40 (2), 41 (29, C3H5
+), 42 (6), 43 (20, C3H7

+), 44 (2), 

50 (1), 51 (3), 52 (1), 53 (10), 54 (2), 55 (20, C4H7
+), 56 (3), 57 (14, C4H9

+), 58 (1), 63 (1), 65 (2), 66 

(1), 67 (6), 68 (4), 69 (4), 70 (6), 71 (100, M+-Pr), 72 (5), 73 (1), 77 (2), 79 (5), 81 (17, C6H9
+), 82 (1), 

83 (1), 86 (2), 91 (1), 95 (1), 96 (11, M+-H2O), 97 (2), 99 (1), 114 (2, M+). 

 

 

 

HO

1

2
3

4

7

5
6



H.5 Trichogramma turkestanica – Experimenteller Teil 

 

742 

H.5.4.1c 3-Methylhexan-1-ol, (3RS)- (#203) 

Das (2EZ)-3-Methylhex-2-en-1-ol (#202) und 3-Methylhexan-1-ol 

(#203) enthaltende Rohprodukt der LAH-Reduktion (640 mg, max. 

5.59 mmol) wurde in 10 mL trockenem Pentan gelöst und mit 322 mg 

(0.30 mmol Pd, 0.05 eq., MPd 106.4 g/mol) Pd/C 10% versetzt. Anschließend wurde unter H2-

Atmosphäre bei 40 bar und RT für 2 h hydriert. Der Katalysator wurde über 1 g Silica abfiltriert 

und das Lösemittel im Vakuum entfernt. Es wurden 618 mg (5.32 mmol, 80% über 2 Stufen) 3-

Methylhexan-1-ol (#203) mit einer chemischen Reinheit von 98% (GC) als farbloses Öl erhalten. 

M [C7H16O] = 116.20 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (14), 40 (2), 41 (48), 42 (22), 43 (81, C3H7
+), 44 (5), 45 (6), 

46 (2), 51 (1), 53 (4), 54 (2), 55 (79), 56 (38), 57 (11), 59 (1), 65 (1), 67 (2), 68 (3), 69 (55), 70 (100), 

71 (13), 72 (1), 73 (1), 83 (9), 84 (1), 85 (1), 98 (2, M+-H2O). 

MS (EI, 70 eV, direkt): m/z (%) = 38 (2), 39 (36), 40 (6), 41 (72), 42 (32), 43 (98, C3H5
+), 44 (8), 45 (11), 

46 (2), 51 (2), 53 (7), 54 (4), 55 (89, C4H7
+), 56 (46, C4H8

+), 57 (30), 58 (2), 59 (5), 67 (4), 68 (4), 69 

(71), 70 (100, C5H10
+), 71 (20), 72 (2), 73 (6), 81 (4), 83 (16), 84 (2), 85 (3), 87 (4), 97 (5), 98 (11, M+-

H2O), 99 (3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C, TMS): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
JH-H=7.2 Hz, 3 H, CHCH3 

C6), 0.89 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CHCH3 C7), 1.09-1.18 / 1.24-1.32 (2 m, 2 H, CH2 C4), 1.24-1.37 (m, 2 

H, CH2CH3 C5), 1.35-1.43 / 1.58-1.65 (2 m, 2 H, OCH2CH2 C2), 1.52-1.63 (m, 1 H, CH), 3.62-3.73 (m, 2 

H, OCH2).   

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.44 (q, C6), 19.74 (q, C7), 20.16 (t, C5), 29.41 (d, 

C3), 39.59 (t, C4), 40.16 (t, C2), 61.42 (t, C1).  

H.5.4.1d 1-Brom-3-methylhexan, (3RS)- (#204) 

Der primäre Alkohol #203 wurde ähnlich der Vorschrift für die Appel-

Bromierung von 1-Brom-5-methylhexan (#170) dargestellt. Dazu wurde 

zunächst eine Lösung von Triphenylphosphindibromid aus 473 mg 

(1.80 mmol) Triphenylphosphin in 10 mL trockenem DCM und 93 µL (290 mg, 1.81 mmol) Brom 

bereitet, mit 244 mg (3.6 mmol, 2 eq., 68.05 g/mol) Imidazol als Säurefänger versetzt und auf 

0 °C gekühlt. Dieser leicht trüben Lösung wurden 207 mg (1.79 mmol) 3-Methylhexan-1-ol 

(#203) in 4 mL trockenem DCM zugetropft. Nach Rühren für 6 h bei RT wurde wie oben 

beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt durch Säulenchromatographie über 25 g Silica 

mit Petrolether 50-70 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 263 mg (1.47 mmol, 82%) 1-Brom-3-

methylhexan (#204) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE) = 0.63 

M [C7H15Br] = 179.10 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (16), 40 (3), 41 (42), 42 (9), 43 (89, C3H7
+), 44 (3), 50 (1), 

51 (2), 52 (1), 53 (6), 54 (2), 55 (67), 56 (18), 57 (40), 58 (2), 65 (1), 67 (2), 68 (1), 69 (23), 70 (23), 71 

(100, C5H11
+), 72 (6), 79 (1), 81 (1), 83 (4), 93 (1), 95 (1), 97 (1), 98 (5), 99 (2, M+-Br), 107 (3, 
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79BrC2H4
+), 109 (3), 121 (1), 123 (1), 135 (2, 79BrC4H8

+), 137 (2, 81BrC4H8
+), 149 (28, 79BrM+-Et), 150 

(2), 151 (27, 81BrM+-Et), 152 (2), 178 (2, 79BrM+), 180 (2, 81Br M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.88 (d, 3
J = 6.3 Hz, 3 H, CHCH3 C7), 

0.89 (t, 3
J=7,1 Hz, 3 H, CH2CH3 C6), 1.09-1.18 / 1.24-1.34 (2 m, 2 H, CH2CH2CH3 C4), 1.24-1.41 (m, 2 

H, CH2CH3 C5), 1.59-1.68 (m, 1 H, CH), 1.63-1.72 / 1.82-1.92 (2 m, 2 H, BrCH2CH2 C2), 3.37-3.50 (m, 

2 H, BrCH2).   

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.39 (q, C6), 19.07 (q, C7), 20.05 (t, C5), 31.55 (d, 

C3), 32.34 (t, C1), 38.91 (t, C4), 40.22 (t, C2).   

H.5.4.1e [3-Methylhex-1-yl)]triphenylphosphoniumbromid, (3RS)- (#205) 

Das WITTIG-Salz (#205) wurde analog der Synthese von (3-

Methylbut-2-en-1-yl)TPPBr (#168) unter Verwendung von 

134 mg (0.75 mmol) 1-Brom-3-methylhexan (#204) und 

295 mg (1.13 mmol, 1.5 eq.) Triphenylphosphin in 10 mL 

trockenem Toluol dargestellt. Nach Erhitzen unter Rückfluss für 2 Tage wurde der beim 

Abkühlen ausfallende Niederschlag durch Membranfiltration abgetrennt, mit Toluol und Pentan 

gewaschen und im Vakuum getrocknet. Es wurden 175 mg (0.40 mmol, 53%) (3-Methylhex-1-

yl)TPPBr (#205) als weißer Feststoff erhalten. 

M [C25H30BrP] = 441.38 g/mol 

MKat [C25H30P] = 361.21 g/mol 

MS (FAB): m/z (%) = 262.0 (6, PPH3
+), 275 (4, Ph3PCH+), 289.1 (5, Ph3PCHCH2

+), 361.2 (100, MKat
+), 

362.2 (28, 13C1M
+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.83 (t, 3
J=7.2 Hz, 3 H, CH2CH3 C6), 

0.96 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CHCH3 C7), 1.05-1.14 / 1.25-.134 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.12-1.32 (m, 2 H, CH2 

C5), 1.35-1.65 / 1.55-1.65 (2 m, 2 H, PCH2CH2 C2), 1.76-1.85 (m, 1 H, CH), 3.73-3.87 (m, 2 H, PCH2), 

7.70 (dddP, 3
J=8.1, 7.5, 4

JH10-P=2.8 Hz, 6 H, 3×m-arCH C10), 7.79 (tdPt, 3
J=7.5, 4

JH11-P=1.9, 4
J=1.3 Hz, 3 

H, 3×p-arCH C11), 7.87 (dPdd, 2JH9-P=12.6, 3J=8.1, 4J=1.3 Hz, 6 H, 3×o-arCH C9).    

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.40 (q, C6), 19.39 (q, C7), 20.00 (t, C5), 21.11 

(dpt, 1
JC1-P=49.6 Hz, C1), 29.56 (dpt, 2

JC2-P=4.6 Hz, C2), 33.65 (d, C3), 38.75 (t, C4), 118.63 (dd, 1
JC8-

P=85.4 Hz, arC8), 130.60 (dd, 3
JC10-P=12.2 Hz, m-arC10), 133.91 (dd, 2

JC9-P=9.9 Hz, o-arC9), 135.09 

(dd, 4JC11-P=3.1 Hz, p-arC11).   

H.5.4.1f Pent-3-en-2-ol, (3E,2RS)- (#207) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.492 g (35.55 mmol, 70.09 g/mol) 

frisch destillierter Crotonaldehyd (But-2-enal, #206) in 35 mL trockenem 

Diethylether gelöst und auf -10 °C gekühlt. Zu dieser Lösung wurden 17.8 mL 

(53.4 mmol, 1.5 eq.) einer 3 M Methylmagnesiumbromid-Lösung in Diethylether über einen 

Zeitraum von 10 min zugetropft. Es wurde weitere 2 h bei Raumtemperatur gerührt, wobei 

weißer Feststoff ausfiel. Anschließend wurde das Reaktionsgemisch auf -10 °C gekühlt und zur 
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Hydrolyse des entstandenen Alkoholats und überschüssigen GRIGNARD-Reagenzes in 20 mL 0 °C 

kalte gesättigte Ammoniumchlorid-Lösung einpipettiert. Nach 15minütigem Rühren wurde die 

wässrige Phase abgetrennt und zweimal mit jeweils 15 mL Diethylether extrahiert. Die 

vereinigten organischen Phasen wurden jeweils mit 15 mL zweimal mit ges. NH4Cl-, zweimal mit 

NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und 

über Celite ® filtriert. Das Lösungsmittel wurde entfernt und das Rohprodukt mittels 

Kugelrohrdestillation bei 600 mbar gereinigt. Es wurden 2.370 g (27.52 mmol, 78 %) (3E,2RS)-

Pent-3-en-2-ol (#207) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C5H10O] = 86.13 g/mol    

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 38 (3), 39 (20), 41 (28, C3H5
+), 42 (10), 43 (48, C3H7

+), 45 (11, C2H5O
+), 

50 (2), 51 (2), 53 (16), 55 (7), 56 (2), 57 (3), 58 (5), 65 (2), 67 (11), 69 (7, C5H9
+), 70 (6), 71 (100, M+-

Me), 72 (4), 85 (3), 86 (14, M+), 87 (0.3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.25 (d, 3JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH(OH)CH3 

C1), 1.68 (br.d, 3
JH-H=6.3 Hz, 3 H, CH3CH= C5), 4.25 (dq, 3

JH-H=6.5, 6.5 Hz, 1 H, CHOHCH3 C2), 5.53 

(ddq, 3
J(E)H-H=15.3, 3

JH-H=6.5 Hz, 4
JH-H=1.5 Hz, 1 H, CH3CH=CH C3), 5.65 (dqd, 3

J(E)H-H=15.3 Hz, 3
JH-H=6.3, 

4
JH-H=0.8 Hz, 1 H, CH3CH=CH C4).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.71 (q, C5), 23.49 (q, C1), 69.08 (d, C2), 125.92 

(d, C4), 135.58 (d, C3).  

H.5.4.1g 2-Brompent-3-en, (3E,2RS)- (#208) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.370 g (27.52 mmol) Pent-3-en-2-ol 

(#207) in 20 mL Pentan gelöst und auf -10 °C gekühlt. Durch ein Septum 

wurden langsam 1.03 mL (2.98 g, 11.01 mmol, 0.4 eq., 270.69 g/mol, 

2.85 g/mL) frisch destilliertes Phosphortribromid zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde eine 

weitere Stunde bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde die organische Phase von der 

H3PO4-Phase abdekantiert und mit 4 mL gesättigter NaHCO3-Lösung und einer Spatelspitze 

festem NaHCO3 entsäuert. Anschließend wurde dreimal mit jeweils 15 mL NaHCO3-Lösung und 

zweimal mit 15 mL gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über 

Kieselgel filtriert. Nach Einengen wurde der enthaltene Rückstand durch Kugelrohrdestillation 

gereinigt. Es wurden 3.527 g (23.67 mmol, 86 %) (3E,2RS)-2-Brompent-3-en (#208) als farblose 

Flüssigkeit erhalten. 

M [C5H9Br] = 149.03 g/mol 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 38 (3), 39 (14), 40 (8), 41 (64, C3H5
+), 42 (6), 44 (3), 50 (3), 51 (3), 52 

(3), 53 (6), 54 (2), 56 (1), 62 (1), 63 (1), 65 (2), 67 (10), 68 (17), 69 (100, C5H9
+), 70 (3), 72 (1), 73 (3), 

74 (1), 79 (1), 80 (0.3), 81 (1), 82 (2), 83 (1), 84 (2), 85 (2), 86 (3), 91 (0.1), 104 (1), 107 (1), 119 (0.3), 

121 (1), 148 (2, 79BrM+), 150 (3, 81BrM+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.71 (br.d, 3
JH-H=5.0 Hz, 3 H, CH3CH= 

C5), 1.77 (d, 3JH-H=6.6 Hz, 3 H, CHBrCH3 C1), 4.70 (dq, 3JH-H=7.6, 6.6 Hz, 1 H, CHBr), 5.65-5.78 (m, 2 H, 

2× CH=CH C3 C4).    
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13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.55 (q, C5), 26.36 (q, C1), 50.54 (d, C2), 127.35 

(d, C4), 134.45 (d, C3). 

H.5.4.1h [1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid, (2E,1RS)- (#209) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 5.21 g (19.86 mmol, 0.97 eq.) 

Triphenylphosphin in 15 mL Acetonitril vorgelegt, mit 3.058 g 

(20.52 mmol) (3E,2RS)-2-Brompent-3-en (#208) versetzt und 

96 Stunden bei 40 °C gerührt. Anschließend wurde das Lösungsmittel 

größtenteils entfernt. Aus der konzentrierten Lösung wurde das Salz durch Zugabe von 10 mL 

Diethylether gefällt und über eine Filter-Membran abgesaugt. Der Filterrückstand wurde mit 

Diethylether gewaschen und im Vakuum bei 50 °C getrocknet. Es wurden 6.289 g (15.29 mmol, 

77%; 52% ü. 3 Stufen) WITTIG-Salz (#209) als feinpulvriger weißer Feststoff erhalten 

M [C23H24BrP] = 411.32 g/mol 

MKat [C23H24P] =  331.16 g/mol 

Smp = 71 °C 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 39 (7), 40 (3), 41 (5), 42 (1), 50 (2), 51 (5), 53 (6), 57 (2), 65 (2), 67 

(10), 68 (7), 69 (3), 77 (3), 78 (2), 79 (1), 80 (3), 81 (3), 82 (3), 107 (12), 108 (28), 109 (2), 115 (3), 

131 (3), 133 (3), 139 (2), 141 (1), 152 (8), 153 (2), 154 (3), 157 (4), 170 (3), 181 (1), 183 (65), 184 

(16), 185 (9), 261 (18), 262 (100), 263 (29), 264 (3), 277 (0.4), 278 (0.3), 331 (0.04, M+-Br).  

MS (FAB): m/z (%) = 136, 137, 154, 183, 185, 213.9, 239, 262 (PPh3
+), 289 (Ph3PCHCH2

+), 331.1 (100, 

MKat
+), 332.1. 

Isomerenverhältnis:  
1H-NMR (400 MHz, CDCl3):  (2E) : (2Z) = 93 : 7 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 1.48 (dpd, 3JH5-P=18.8, 3JH-H=7.0 Hz, 3 

H, CH(PPh3)CH3 C5), 1.67 (ddpd, 3
JH4-H3=6.6, 5

JH4-P=5.3, 4
JH4-H2=1.6 Hz, 3 H, CH3CH= C4), 4.78 (dpqd, 

2
JH1-P=14.6, 3

JH-H=8.3, 7.0 Hz, 1 H, CHP C1), 5.40 (dddpq, 3
J(E)H-H=15.2, 3

JH-H=8.3, 3
JH2-P=5.3, 4

JH-H=1.6 Hz, 

1 H, =CHCHP C2), 5.85 (dqdpd, 3J(E)H-H=15.2, 3JH3-H4=6.6, 4JH3-P=5.1, 4JH-H=1.0 Hz, 1 H, CH3CH= C3), 7.73-

7.79 (m, 6 H, 3× m-arCH C8), 7.82-7.92 (m, 9 H, 3× o/p-arCH C7 C9).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 15.63 (dpq, 2
JC5-P=2.3 Hz, C5), 18.44 (dpq, 4

JC4-

P=2.3 Hz, C4), 32.81 (dpd, 1
JC1-P=46.5 Hz, C1), 119.20 (dps, 1

JC6-P=83.9 Hz, C6), 124.00 (dpd, 2
JC2-P=6.9 

Hz, C2), 131.61 (dpq, 3
JC8-P=12.2 Hz, m-arCH C8), 135.43 (dpd, 2

JC7-P=9.2 Hz, o-arCH C7), 136.38 (dpd, 
4
JC9-P=3.1 Hz, p-arCH C9), 136.56 (dpd, 3JC3-P=13.0 Hz, C3). 

1
2

3

4

5

6

7

8

9

P
3

Br



H.5 Trichogramma turkestanica – Experimenteller Teil 

 

746 

H.5.4.2 Stereomix 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (RS,RS,RS-Tt.3) 

H.5.4.2a 3-(Benzyloxy)-2-methylpropan-1-ol, (2RS)- (#210) 

Die Monobenzylierung erfolgte nach dem Prinzip der Regiodifferenzierung von (2R*,4R*)-

2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (#184) durch Monosilylierung zu (2R*,4R*)-5-TBSO-2,4-

dimethylpentan-1-ol (anti-#185).  

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 1.879 g (≙ 1.127 g, 

46.98 mmol, 1.06 eq., 24.00 g/mol) NaH 60% in Paraffin mit 

Pentan paraffinfrei gewaschenes und in 50 mL trockenem THF 

suspendiert. Nun wurde auf 0 °C gekühlt und langsam eine 

Lösung von 3.982 g (44.38 mmol, 90.12 g/mol) 2-Methylpropan-1,3-diol (#172) in 30 mL THF 

zugetropft. Die Suspension wurde 60 min. bei Raumtemperatur gerührt und anschließend mit 

502 mg (1.36 mmol, 0.03 eq., 369.38 g/mol) Tetra-n-butylammoniumiodid als nukleophiler 

Katalysator versetzt. Nach erneuter Abkühlung auf 0 °C wurde langsam eine Lösung von 5.27 mL 

(7.57 g, 44.27 mmol, 1.0 eq., 171.05 g/mol, 1.437 g/mL) Benzylbromid in 20 mL trockenem THF 

versetzt. Nach Rühren bei Raumtemperatur für 16 h wurde der weiße Niederschlag abfiltriert 

und das Lösungsmittel entfernt. Der Rückstand wurde in 30 mL Diethylether aufgenommen, 

dreimal mit 15 mL ges. Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit 20 mL ges. Natriumchlorid-

Lösung gewaschen. Durch Reinigung mittels Kugelrohrdestillation wurden 4.283 g (23.76 mmol, 

54%) (2RS)-3-(Benzyloxy)-2-methylpropan-1-ol (#210) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

Rf (PE / EE 5:1) = 0.11 

M [C11H16O2] = 180.25 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (5), 42 (1), 43 (3), 45 (1), 50 (1), 51 (3), 52 (1), 53 

(1), 55 (2), 56 (4), 57 (1), 58 (1), 59 (3), 63 (2), 64 (1), 65 (13, C5H5
+), 66 (1), 71 (2), 77 (8), 78 (3), 79 

(15), 80 (1), 89 (5), 90 (2), 91 (100, C7H7
+), 92 (23), 93 (1), 104 (1), 105 (4), 106 (1), 107 (69, OBn+), 

108 (13), 109 (1), 117 (3), 118 (1), 119 (1), 120 (5, CHOBn+), 144 (1), 147 (1), 161 (5), 162 (2, M+-

H2O), 180 (3, M+). 

1H-NMR, 1 H,1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.89 (d, 3
J=7.0 Hz, 3 H, CH3), 2.02-

2.14 (m, 1 H, CHMe), 3.43 (dd, 2J=9.0, 3J=8.3 Hz, 1 H, BnOCHH), 3.56 (ddd, 2J=9.0, 3J=4.6, 4J=0.8 Hz, 1 

H, BnOCHH), 3.61 (dd, 2
J=10.6, 3

J=4.0 Hz, 1 H, CHHOH), 3.64 (dd, 2
J=10.7, 3

J=4.5 Hz, 1 H, CHHOH), 

4.52 (s, 2 H, PhCH2), 7.27-7.38 (m, 5 H, arCH).  

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 13.61 (q, C4), 35.77 (d, C2), 67.98 (t, C1), 73.56 (t, 

BnOCH2 C5), 75.56 (t, C3), 127.75 (d, o-arCH), 127.86 (d, p-arCH), 128.60 (d, m-arCH), 138.22 (s, 

C6).   
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H.5.4.2b 3-(Benzyloxy)-2-methylpropanal, (2RS)- (#211) 

Die Oxidation zu #211 erfolgte analog der Synthese von (2RS)-3-

THPO-2-methylpropanal (#174) ausgehend von 2.702 g 

(14.99 mmol) 3-Benzyloxy-2-methylpropan-1-ol (#210) gelöst in 

70 mL trockenem DCM unter Zusatz von 300 mg gepulvertem 

Molsieb 4 Å und durch Zugabe von 8.464 g (22.50 mmol, 1.5 eq., 376,204 g/mol) PDC. Nach 

Erwärmung auf RT über 6 h wurde wie für #174 beschrieben aufgearbeitet und das leicht 

gelbliche Rohprodukt säulenchromatographisch über 50 g Kieselgel mit Petrolether 50-

70 / Ethylacetat 12:1 als Laufmittel und anschließend durch Kugelrohrdestillation im Vakuum 

(4 mbar) bei 150 °C gereinigt. Es wurden 1.667 g (9.35 mmol, 62%) (2RS)-3-(Benzyloxy)-2-

methylpropanal (#211) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

Rf (PE / EE 10:1) = 0.27 

M [C11H16O2] = 178.23 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (7), 40 (1), 41 (6), 42 (1), 43 (2), 50 (2), 51 (5), 52 (2), 53 

(1), 54 (1), 57 (7), 59 (6), 62 (1), 63 (3), 64 (1), 65 (16, C5H5
+), 66 (1), 70 (1), 71 (1), 72 (3), 77 (11), 78 

(3), 79 (20), 80 (2), 87 (3), 89 (4), 90 (3), 91 (100, C7H7
+), 92 (14), 93 (1), 105 (2), 106 (1), 107 (73, 

OBn+), 108 (11), 109 (1), 119 (1), 120 (1), 134 (5), 135 (1), 145 (0.4, M+-H2O-Me), 160 (0.1, M+-H2O), 

179 (0.1).  

1H-NMR, 1 H,1H-COSY, HSQC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 1.14 (d, 3
J=7.3 Hz, 3 H, CH3), 2.67 

(qddd, 3
J=7.0, 6.8, 5.3, 1.5 Hz, 1 H, CHMe), 3.64 (dd, 2

J=9.5, 3
J=5.3 Hz, 1 H, CHHOBn), 3.69 (dd, 

2
J=9.5, 3

J=6.8 Hz, 1 H, CHHOBn), 4.53 (s, 2 H, PhCH2), 7.27-7.38 (m, 5 H, arCH), 9.73 (d, 3
J=1.5 Hz, 1 

H, CHO)  

13C-NMR, HSQC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.87 (q, C4), 46.94 (d, C2), 70.24 (t, C3), 73.45 (t, 

C5), 127.75 (d, o-arCH), 127.89 (d, p-arCH), 128.57 (d, m-arCH), 138.04 (s, C6), 204.04 (d, C1),   

H.5.4.2c 1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnon-3-en, (3EZ,2RS,6RS)- (#212) 

Die Methylierung / Olefinierung des WITTIG-

Salzes #205 mit 3-(Benzyloxy)-2-methylpropanal 

(#211) erfolgte analog der Synthese von 2,4,8-

Trimethyl-1-THPO-non-3-en (#175). Dazu wurden 

306 mg (0.69 mmol; 441.38 g/mol) (3-Methylhex-1-yl)TPPBr (#205) in 15 mL THF bei -20 mit 

475 µL (076 mmol, 1.1 eq.) n-BuLi (1.6 N in Hexan) deprotoniert. Nach 30minutigem Rühren bei 

RT wurde die orangerote Lösung erneut auf -20 °C gekühlt, mit 67 µL (153 mg, 1.08 mmol, 

1.6 eq.; 141.94 g/mol, 2.28 g/mL) Methyliodid in 2 mL versetzt und 60 min bei RT gerührt. Zur 

erneuten Deprotonierung wurden 0.60 mL (0.96 mmol, 1.4 eq.) n-BuLi bei -15 °C zugegeben. Die 

hellorange Lösung färbte sich während 30 min bei RT rotbraun. Anschließend wurde bei -25 °C 

eine Lösung von 147 mg (0.82 mmol, 1.2 eq.) Aldehyd #175 in 5 mL THF zugetropft und das 

Reaktionsgemisch unter Erwärmung auf RT 16 h gerührt. Die Aufarbeitung erfolgte nach der 

Vorschrift von #175. Durch säulenchromatographische Reinigung über 25 g Silica mit 
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Petrolether 50-70 / Essigester 10:1 wurden 68 mg farbloses Öl erhalten, entsprechend 50 mg 

(0.18 mmol, 27%) 1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnon-3-en (#212). 

Die Zielverbindung wurde als 3:1-Gemisch mit dem in Position 4 nicht methylierten 

Nebenprodukt (1-BnO-2,6-dimethylnon-3-en, #215) isoliert. Eine säulenchromatographische 

Trennung der jeweils vier Isomere war nicht möglich. 

Das Produktgemisch wurde ohne NMR-Spektroskopische Charakterisierung für die 

Hydrierung verwendet. 

Rf (PE/EE 10:1) = 0.37, 0.47 

M [C19H30O] = 274.45 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

4 Isomere: 1 : 1 :1 : 1   (Massenspektren untereinander nahezu identisch). 

Produktverhältnis:  #212 : #215 = 74:26 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (14), 43 (30), 53 (2), 55 (15), 56 (2), 57 (8), 65 (10), 67 

(12), 68 (4), 69 (100), 70 (13), 71 (9), 77 (3), 79 (3), 81 (5), 82 (9), 83 (21), 84 (3), 91 (80), 92 (7), 95 

(5), 97 (14), 99 (8), 107 (6), 109 (7), 111 (6), 119 (6), 123 (7), 125 (3), 126 (3), 137 (3), 148 (18, 

BnOC3H5
+), 149 (2), 153 (1), 161 (2), 165 (1), 166 (2, M+-BnOH), 168 (0.5), 183 (0.4), 189 (0.5), 274 

(4, M+), 275 (1). 

H.5.4.2d 1-(Benzyloxy)-2,6-dimethylnon-3-en, (3EZ,2RS,6RS)- (#215) 

M [C18H28O] = 260.42 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (14), 43 

(27), 53 (3), 55 (31), 56 (4), 57 (10), 65 (12), 67 (10), 

68 (9), 69 (32), 70 (6), 71 (10), 77 (3), 79 (3), 81 (6), 

82 (3), 83 (44), 84 (6), 85 (3), 89 (2), 91 (100), 92 (9), 

95 (7), 97 (14), 98 (2), 104 (2), 107 (8), 109 (5), 111 

(4), 151 (2), 152 (7, M+-BnOH), 153 (1), 169 (1), 175 

(6, M+-C6H13), 176 (4), 259 (1), 260 (2, M+). 

H.5.4.2e 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2RS,4RS,6RS)- (#213) 

Die Reduktion der Doppelbindungen mit gleichzeitiger 

Deblockierung der Hydroxy-Funktion erfolgte durch 

katalytische Hydrierung von 50 mg (0.18 mmol, 274.45 g/mol) 

(3EZ,2RS,6RS)-1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien 

(#212) an 15 mg (0.014 mmol Pd, 0.08 eq., MPd 106.4 g/mol) Pd/C 10% in 7 mL trockenem 

Pentan. Die Suspension wurde unter Wasserstoff-Atmosphäre bei 20 bar für 40 h bei RT gerührt. 

Der Katalysator wurde über Silica abfiltriert und das Rohprodukt säulenchromatographisch 

über 11 g Silica mit PE 50-70 / Essigester 12:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 32 mg 

(0.172 mmol, 95%) (2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) als farbloses Öl erhalten. 
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Rf (PE / EE 12:1) = 0.12 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

4 Isomere, 3 gaschrom. separierte Peaks:  A : B+C : D = 1 : 2 : 1    

                    (Massenspektren untereinander identisch). 

Nebenprodukt:  2,6-Dimethylnonan-1.ol (#216) 

Produktverhältnis:  #213 : #216 = 72:28 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (3), 41 (54), 42 (16), 43 (100), 44 (4), 45 (9), 53 (5), 55 

(87), 56 (28), 57 (94), 58 (6), 59 (9), 67 (5), 68 (21), 69 (63), 70 (63), 71 (53), 72 (3), 81 (4), 82 (4), 83 

(81), 84 (26), 85 (24), 97 (11), 98 (5), 99 (6), 101 (5), 111 (23, M+-H2O –C4H9), 112 (5), 125 (20, M+-

H2O -Pr), 126 (9), 127 (1), 139 (1), 153 (1), 168 (0.4, M+-H2O). 

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. syn,syn-#213 

H.5.4.2f 2,6-Dimethylnonan-1-ol, (2RS,6RS)- (#216) 

M [C11H24O] = 172.31 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

keine Isomeren-Trennung 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (3), 41 (54), 42 (16), 43 (100), 44 (4), 45 (6), 53 (4), 54 

(3), 55 (68), 56 (55), 57 (53), 58 (5), 59 (4), 67 (6), 68 (4), 69 (78), 70 (56), 71 (40), 72 (3), 81 (3), 82 

(7), 83 (20), 84 (51), 85 (30), 86 (2), 97 (12), 98 (5), 110 (4), 111 (37, M+-H2O -Pr), 112 (7), 125 (1), 

126 (2), 139 (1), 154 (0.5, M+-H2O).  

H.5.4.2g 2,4,6-Trimethylnonanal, (2RS,4RS,6RS)- (#214) 

Die Darstellung von #214 erfolgte analog der Synthese von 

(2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal (#178) durch Oxidation von 

32 mg (0.172 mmol) (2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol 

(#213) mit 95 mg (0.25 mmol, 1.5 eq., 376.20 g/mol) PDC und 

40 mg Molsieb 4 Å in 8 mL trockenem DCM. Nach Rühren bei RT für 90 min wurde wie bei #178 

beschrieben aufgearbeitet. Die anschließende säulenchromatographischer Reinigung über 

10.6 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 35:1 lieferte 22 mg (0.119 mmol, 69%) 

(2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) als farbloses Öl.   

Rf (PE / EE 30:1) = 0.18 

M [C12H24O] = 184.32 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-20-300):  

4 Isomere, 3 gaschrom. separierte Peaks:  A : B+C : D = 1 : 2 : 1    

                    (Massenspektren untereinander identisch). 

Nebenprodukt:  2,6-Dimethylnonanal (#217) 

Produktverhältnis:  #214 : #217 = 76:24 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 41 (46), 42 (11), 43 (100), 44 (3), 53 (5), 55 (35), 56 (8), 57 

(62), 58 (46, ML: C3H6O), 59 (2), 67 (4), 68 (2), 69 (22), 70 (18), 71 (83), 72 (8), 81 (8), 82 (3), 83 (16), 

84 (3), 85 (18), 95 (7), 96 (4), 97 (3), 99 (3), 109 (3), 111 (6), 123 (7), 126 (17, ML: C9H18), 127 (8), 

141 (1, M+-Pr).  

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. syn,syn-#214 

H.5.4.2h 2,6-Dimethylnonanal, (2RS,6RS)- (#217) 

M [C11H22O] = 170.30 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-20-300):  

keine Isomeren-Trennung 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 41 (36), 42 (8), 43 (54), 44 (3), 53 (3), 55 (22), 56 (7), 57 (31), 

58 (100, ML: C3H6O), 59 (4), 67 (7), 68 (3), 69 (13), 70 (6), 71 (24), 81 (8), 82 (3), 83 (3), 84 (3), 85 

(4), 95 (5), 109 (7), 110 (3), 112 (6, ML: C9H18), 113 (3), 123 (2), 127 (1), 128 (3, M+-Pr).  

H.5.4.2i 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6RS,8RS,10RS)-  (Tt.3) 

Die WITTIG-Reaktion erfolgte nach der Prozedur zur 

Synthese von (4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-Tt.1). Unter Argon 

wurden 152 mg (0.40 mmol, 2 eq., 411.32 g/mol) (3-

Methylbut-2-en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (#168) in 6 mL trockenem THF bei -40 °C 

gekühlt mit 0.22 mL (0.35 mmol, 1.8 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan deprotoniert. Die trübe, 

orange Lösung wurde 30 min bei 10 °C gerührt, auf -20 °C gekühlt und mit 13 mg (0.071 mmol) 

(2RS,4RS,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) in 1 mL THF versetzt. Nach Rühren bei RT für 14 h 

wurde wie oben beschrieben aufgearbeitet und gereinigt. Es wurden 16 mg (0.063 mmol, 89%) 

(4EZ,6RS,8RS,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.3) als farbloses Öl isoliert. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He):  

8 Isomere, 7 gaschrom. separierte Peaks:   

       Isomerenverhältnisse:   

 (4Z):(4E) = 26:74 (order of elution).     

 Z-Serie:  A : B+C : D  =  21 : 52 : 27 

 E-Serie:  A : B : C : D  =  22 : 25 : 26 : 27;   

                 Zuordnung:  s. 6,8anti-Tt.3, 6,8anti-Tt.5 und 6,8anti-Tt.5 

 (Massenspektren untereinander identisch). 

Nebenprodukt:   2,6,10-Trimethyltrideca-2,4-dien (#218) 

Produktverhältnis:  Tt.3 : #218 = 75:25 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (25), 42 (2), 43 (34, C3H7
+), 53 (4), 55 (18), 56 (2), 57 (9), 

65 (3), 67 (33, C5H7
+), 68 (3), 69 (25, C5H9

+), 70 (3), 71 (8), 77 (6), 79 (10), 80 (2), 81 (23, C6H9
+), 82 

(49), 83 (9), 91 (6), 93 (7), 95 (21, C7H11
+), 96 (7), 97 (4), 107 (7), 108 (2), 109 (100, C8H13

+), 110 (17), 

111 (6), 123 (14), 124 (4), 137 (3), 138 (1), 151 (11), 152 (3), 180 (1), 193 (4), 236 (10, M+), 237 (2).  

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. 6,8anti-Tt.3 
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H.5.4.2j 2,6,10-Trimethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6RS,10RS)- (#218) 

M [C16H30] = 222.41 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

4 Isomere, 2 gaschrom. separierte Peaks:  (Z) : (E) = 1 : 2  (order of elution)  

                    (Massenspektren untereinander identisch, Diastereomere nicht aufgelöst). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (22), 43 (22), 

53 (4), 55 (17), 57 (3), 65 (2), 67 (34), 68 (3), 69 (14), 77 

(6), 79 (8), 80 (2), 81 (22), 82 (31), 83 (5), 91 (5), 93 (6), 

95 (12), 96 (6), 97 (4), 107 (4), 109 (100), 110 (11), 123 

(6), 124 (2), 137 (6), 138 (2), 151 (1), 179 (1), 222 (10, 

M+), 223 (2).  

H.5.4.3 anti-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.3) 

H.5.4.3a 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,6-trimethylnonan, (2R*,4R*,6RS)- (anti-#221) 

Die Synthese von 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-

2,4,6-trimethylnonan (#221) erfolgte durch CuI-

katalysierte Kreuzkupplung gemäß der Vorschrift für 

das 8-Methyl-Isomere #189. Das GRIGNARD-Reagenz #220 

wurde aus 0.94 mg, (77 µL, 0.62 mmol, 2 eq., 151.05 g/mol, 1.22 g/mL) destilliertem, 

kommerziell erhältlichem 2-Brompentan (#219) und 29 mg (1.21 mmol, 4 eq., 24.31 g/mol) 

Magnesiumspänen in 6 mL THF bereitet. Zur Alkylierung wurde diese Lösung in eine -90 °C kalte 

Vorlage von 0.121 g (0.30 mmol, 400.65 g/mol) (2RS,4RS)-5-TBSO-2,4-dimethyl-1-p-TsO-pentan 

(anti-#186) und 10 mg (0.04 mmol, 0.1 eq., 190.44 g/mol) trockenem CuII in 10 mL THF 

eingetropft. Die Aufarbeitung und säulenchromatographische Reinigung lieferte 35 mg 

(0.12 mmol, 38%) (2R*,4R*,6RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2,4,6-trimethylnonan (anti-

#221) als leicht gelbliches Öl, welches ohne weitere Charakterisierung zur Deblockierung in der 

Folgestufe eingesetzt wurde. 

M [C18H40OSi] = 300.60 g/mol 

H.5.4.3b 5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol, (2R*,4R*)- (anti-#222) 

Die Darstellung des Monobenzylethers von (2R*,4R*)-

2,4-Dimethylpentan-1,5-diol (#184) erfolgte analog der 

Synthese von (2RS)-3-(Benzyloxy)-2-methylpropan-1-ol 

(#210). Dazu wurden 1.034 (7.82 mmol, 132.21 g/mol) 

Diol #184 mit 188 mg (7.82 mmol, 1.00 eq., 24.00 g/mol) Paraffin-freiem Natriumhydrid in 

20 mL trockenem THF bei -20 °C deprotoniert. Nach 1 h bei RT wurden bei 0 °C (7.82 mmol, 

1.0 eq., 171.05 g/mol) Benzylbromid und 92 mg (0.25 mmol, 3%, 369.38 g/mol) Tetra-n-

butylammoniumiodid zugesetzt. Nach Aufarbeitung, wie für #210 beschrieben, und 
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Kugelrohrdestillation des Rohprodukts bei 5 mbar wurden 1.234 g (5.55 mmol, 71%) (2R*,4R*)-

5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol (anti-#222) als farbloses Öl erhalten. 

Sdp = ca. 150 °C (5 mbar).  

M [C12H24O] = 222.32 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

kein syn-#222  bzw. keine Isomeren-Trennung  

MS (EI, 70 eV, GC/MS VF-1ms): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (14), 42 (4), 43 (17), 45 (6), 51 (3), 53 (1), 

55 (27, C4H7
+), 56 (5), 57 (8), 58 (2), 59 (6), 63 (2), 65 (14), 67 (1), 69 (5), 70 (2), 71 (3), 77 (4), 78 (1), 

79 (4), 81 (1), 83 (11), 85 (1), 89 (3), 90 (1), 91 (100, C7H7
+), 92 (27), 93 (2), 95 (7), 96 (1), 97 (3), 99 

(1), 105 (2), 106 (1), 107 (37, C7H7O
+), 108 (13), 113 (7, C7H13O

+), 120 (1), 131 (3, M+-Bn), 147 (3, 

BnOC3H4
+), 204 (0.3, M+-H2O), 207 (0.2, M+-Me), 222 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C6), 

0.92 (m, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.23 (ddd, 2

JH-H=13.7, 3
JH-H=8.9, 4.8 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.71-1.82 

(m, 1 H, CH C2), 1.84-1.97 (m, 1 H, CH C4), 3.28/3.30 (2dd, 2
JH-H=12.3, 3

JH-H=6.5/6.5 Hz, 2 H, BnOCH2 

C5), 3.43/3.48 (2dd, 3
JH-H=10.5, 3

JH-H=6.3/6.3 Hz, 1 H, CH2OH C1), 4.51 (s, 2 H, PhCH2 C8), 7.26-7.31 

(m, 1 H, p-arCH C12), 7.31-7.36 (m, 4 H, 2× o/m-arCH C10 C11).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.47 (q, C6), 17.15 (q, C7), 30.76 (d, C4), 33.21 

(d, C2), 37.41 (t, C3), 69.04 (t, C1), 73.20 (t, C8), 76.75 (t, C5), 127.64 (d, C12), 127.71 (d, C10), 

128.49 (d, C11), 138.78 (s, C9).  

H.5.4.3c 5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal, (2R*,4R*)- (anti-#223) 

Die Oxidation von (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-

dimethylpentan-1-ol (anti-#222) erfolgte entsprechend der 

Synthese von (2RS)-3-(Tetrahydropyran-2‘-yloxy)-2-

methylpropanal (#174) nach Vorlegen von 1.201 g 

(5.40 mmol, 222.32 g/mol) anti-#222 und ca. 500 mg gepulvertem Molsieb 4Å in 20 mL 

trockenem DCM durch Zugabe von 1.382 g (6.41 mmol, 1.2 eq., 215.6 g/mol) PCC. Die 

Aufarbeitung nach der oben beschriebenen Prozedur und die säulenchromatographische 

Reinigung mit Hexan / Essigester 25:1 lieferten 868 mg (3.94 mmol, 73%) (2R*,4R*)-5-

(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal (anti-#223) als farbloses Öl.  

Rf (PE/EE 10:1) = 0.11. 

M [C12H24O] = 220.31 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300):  

keine Isomeren-Trennung  

MS (EI, 70 eV, GC/M): m/z (%) = 39 (6), 41 (11), 42 (2), 43 (28, C2H3O
+), 45 (3), 51 (3), 53 (1), 55 (12, 

C4H7
+), 56 (2), 57 (5), 58 (2), 59 (3), 63 (2), 65 (14, C5H5

+), 69 (3), 70 (1), 71 (13), 77 (4, C6H5
+), 78 (1), 

79 (4), 81 (2), 83 (11), 89 (2), 90 (1), 91 (100, C7H7
+), 92 (25), 93 (2), 95 (2), 96 (2), 99 (1), 101 (1), 

105 (1), 107 (12, C7H7O
+), 108 (4), 111 (2), 112 (5, C7H12O

+), 113 (4), 114 (2), 119 (1), 129 (3, M+-Bn), 

148 (0.3, BnOC3H5
+), 161 (0.3, BnOC4H6

+), 187 (1, M+-H2O-Me), 202 (0.2, M+-H2O), 220 (1, M+). 
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1H-NMR (500 MHz, CDCl3):  

Isomerenverhältnis:  (2R*,4R*):(2R*,4S*) = anti : syn = 91 : 9. 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.94 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C7), 

1.08 (d, 3
JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C6), 1.46/1.57 (2ddd, 2

JH-H=14.0, 3
JH-H=8.2, 5.4/8.4, 6.0 Hz, 2 H, CH2 

C3), 1.83-1.94 (m, 1 H, CH C4), 2.40-2.48 (m, 1 H, CH C2), 3.31/3.32 (2dd, 3
JH-H=10.9, 3

JH-H=6.1/6.1 

Hz, 2 H, BnOCH2 C5), 4.49 (s, 2 H, PhCH2 C8), 7.26-7.30 (m, 1 H, p-arCH C12), 7.31-7.37 (m, 4 H, 2× 

o/m-arCH C10 C11), 9.61 (d, 3JH-H=1.9 Hz, 1 H, CHO C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.61 (q, C6), 17.00 (q, C7), 31.17 (d, C4), 34.51 

(t, C3), 44.18 (d, C2), 73.20 (t, C8), 75.81 (t, C5), 127.67 (d, C12), 127.68 (d, C10), 128.50 (d, C11), 

138.69 (s, C9), 205.38 (d, C1).  

H.5.4.3d 1-(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien, (5EZ,7E,2R*,4S*)-  (anti-#224) 

Die WITTIG-Olefinierung zur Darstellung von 

anti-#224 erfolgte gemäß der Synthese von anti-Tt.1: 

Bei -40 °C wurden 1.616 g (3.93 mmol, 1.5 eq., 

411.32 g/mol) [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-

yl]triphenylphosphoniumbromid (#209) in 20 mL trockenem THF mit 2,2 mL (3,52 mmol, 

1.3 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan deprotoniert. Nach Rühren für 40 min bei 0 °C wurde die 

tiefrote, trübe Lösung auf -40 °C gekühlt und tropfenweise mit 576 mg (2,61 mmol, 

220.31 g/mol) (2R*,4R*)-5-BnO-2,4-dimethylpentanal (anti-#223) versetzt. Nach Aufarbeitung 

wie für Tt.1 beschrieben und Säulenchromatographie über 51 g Silica mit Petrolether 50-

70 / Essigester 40:1 als Eluent wurden 361 mg (1.33 mmol, 51%) (5EZ,7E,2R*,4R*)-1-

(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien (anti-#224) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 40:1) = 0.25, (PE/EE 45:1) = 0.22 

M [C19H28O] = 272.43 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He):  

Isomerenverhältnisse:  Z,anti : Z,syn : E,syn : E,anti  =  31 : 7 : 12 :50  (order of elution) 

 (5Z) : (5E) = 38 : 62  (order of elution) 

 (2R*,4R*) : (2R*,4S*) = anti : syn = 81 : 19.    

Massenspektren untereinander identisch 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (8), 41 (31), 43 (36, C3H7
+), 51 (3), 53 (6), 55 (24, 

C4H7
+), 57 (8), 65 (17), 67 (32), 68 (2), 69 (85, C5H9

+), 70 (5), 71 (4), 77 (11), 78 (2), 79 (15), 81 (16, 

C6H9
+), 82 (5), 83 (11), 85 (4), 91 (100, C7H7

+), 92 (9), 93 (11), 94 (4), 95 (15), 96 (4), 97 (7), 99 (9), 

105 (6), 107 (27, BnO+), 108 (4), 109 (29, C8H13
+), 110 (4), 111 (9), 119 (5), 121 (24, CH2OBn+), 122 

(4), 123 (21, C9H15
+), 124 (5), 125 (3), 135 (4), 137 (2), 140 (7), 148 (7), 149 (2), 163 (10, BnOC4H8

+), 

181 (3, M+-Bn), 188 (1), 272 (0.1, M+). 

(5E,2R*,4R*)-#224 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.91 (d, 3

JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C11), 

0.94 (d, 3
JH-H=6.9 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.03-1.18/1.30-1.45 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.68 (d, 4

JH-H=1.3 Hz, 3 H, 

CH3 C12), 1.75 (dd, 3
JH-H=6.6, 4

JH-H=1.2 Hz, 3 H, CH3 C9), 2.45-2.60 (m, 1 H, CH C4), 3.31/3.33 (2dd, 
2
JH-H=9.1/9.1, 3

JH-H=5.1/5.1 Hz, 2 H, CH2 C1), 4.48 (s, 2 H, PhCH2 C13), 5.13 (br.d, 3
JH-H=9.7 Hz, 1 H, 

O

3
2

1

10

13
14

15

16

17

7 95

11 12
rel



H.5 Trichogramma turkestanica – Experimenteller Teil 

 

754 

HC= C5), 5.55 (dq, 2
JH-H=15.5, 3

JH-H=6.6 Hz, 1 H, =CH C8), 6.04 (dq, 3
JH-H=15.5, 1.2 Hz, 1 H, HC= C7), 

7.26-7.30 (m, 1 H, p-arCH C17), 7.31-7.35 (m, 4 H, 2× o/m-arCH C15 C16).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.71 (q, C12), 17.95 (q, C10), 18.36 (q, C9), 

21.07 (q, C11), 30.06 (d, C4), 31.50 (d, C2), 41.70 (t, C3), 73.08 (t, C13), 75.81 (t, C1), 122.22 (d, C8), 

127.53 (d, C17), 127.65 (d, C15), 128.44 (d, C16), 131.86 (s, C6), 136.36 (d, C5), 137.21 (d, C5), 

138.99 (s, C14).  

(5Z,2R*,4R*)-#224 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.91 (d, 3

JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C11), 

0.95 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.03-1.18/1.30-1.45 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.77 (d, 4

JH-H=1.3 Hz, 3 H, 

CH3 C12), 1.78 (dd, 3
JH-H=6.6, 4

JH-H=1.3 Hz, 3 H, CH3 C9), 2.61-2.75 (m, 1 H, CH C4), 3.20/3.22 (2dd, 
2
JH-H=7.1/7.1, 3

JH-H=7.1/7.1 Hz, 2 H, CH2 C1), 4.49 (s, 2 H, PhCH2 C13), 5.00 (br.d, 3
JH-H=9.7 Hz, 1 H, 

HC= C5), 5.67 (dq, 2
JH-H=15.5, 2

JH-H=6.6 Hz, 1 H, =CH C8), 6.39 (br.d, 3
JH-H=15.5 Hz, 1 H, HC= C7), 7.26-

7.30 (m, 1 H, p-arCH C17), 7.31-7.35 (m, 4 H, 2× o/m-arCH C15 C16). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.98 (q, C10), 18.83 (q, C9), 20.89 (q, C12), 

21.34 (q, C11), 29.10 (q, C4), 31.38 (d, C2), 41.84 (t, C3), 73.08 (t, C13), 75.93 (t, C1), 125.23 (d, C8), 

127.53 (d, C17), 127.65 (d, C15), 128.44 (d, C16), 128.78 (d, C7), 130.17 (s, C6), 135.52 (d, C7), 

138.98 (s, C14). 

H.5.4.3e 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2R*,4S*,6RS)- (2,4anti-#213) 

a) Deblockierung von 1-TBSO-2,4,6-trimethylnonan  (anti-#221) 

Zur Deblockierung der Hydroxyfunktion wurden 35 mg 

(0.12 mmol) (2R*,4R*,6RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-

2,4,6-trimethylnonan (anti-#221) in 5 mL THF gelöst, mit 85 mg 

(0.27 mmol, 2.2 eq., 315.52 g/mol) TBAF·3H2O versetzt und bei 

RT über Nacht gerührt. Anschließend wurde im Vakuum eingeengt, der Rückstand in 

Diethylether aufgenommen, die Lösung über Magnesiumsulfat getrocknet und über Silica 

filtriert. Die Reinigung durch Säulenchromatographie über 12 g Silica mit Petrolether 50-

70 / Essigester im Verhältnis von 8:1 lieferte 17 mg (0.09 mmol, 75%) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-

Trimethylnonan-1-ol (2,4anti-#213) als farbloses Öl.  

Rf (PE/EE 8:1) = 0.13. 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

b) Hydrierung / Deblockierung von 1-BnO-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien  (anti-#224) 

Die Hydrierung / Deblockierung von 585 mg (2.15 mmol, 272.43 g/mol) (5EZ,7E,2R*,4R*)-1-

(Benzyloxy)-2,4,6-trimethylnona-5,7-dien (anti-#224) erfolgte analog der Synthese von 

(2RS,4RS,6RS)-#213 unter Verwendung von 117 mg (0.11 mmol Pd, 0.05 eq., MPd 106.4 g/mol) 

Pd/C 10% in 40 mL trockenem Pentan durch Hydrierung bei 17 bar für 18 h bei RT. Nach 

Abtrennung des Katalysators lieferte die säulenchromatographische Reinigung an 70 g Silica mit 

HO

12

1 3 5 7 9

10 11
rel



2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.3) H.5.4 

 

755 

Hexan / Essigester 45:1 als Laufmittel 377 mg (2.02 mmol, 94%) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-

Trimethylnonan-1-ol (#213) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 45:1) = 0.21  

M [C12H26O] = 186.34 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He):  

4 Diastereomere, 3 Peaks: A : B+C : D  =  9 : 55 : 36  (order of elution) 

 Zuordnung:  syn,syn : syn,anti + anti,syn : anti,anti   

 Isomerenverhältnisse :  

  2,4syn : 2,4anti (bzw. 2R*,4R* : 2R*,4S*) = 17 : 83; 

  4,6syn : 4,6anti (bzw. 4R*,6R* : 4R*,6S*) = 58 : 42.    

Massenspektren der Isomere untereinander identisch 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (53, C3H5
+), 42 (16), 43 (97, C3H7

+), 

44 (3), 45 (8), 53 (4), 55 (79, C4H7
+), 56 (26), 57 (100, C4H9

+), 58 (7), 59 (10), 67 (5), 68 (23), 69 (69, 

C5H9), 70 (60, C5H10
+), 71 (54, C5H11

+), 72 (3), 81 (3), 82 (4), 83 (78, C6H11
+), 84 (28, C6H12

+), 85 (25), 

86 (2), 95 (1), 97 (15, C7H13
+), 98 (6), 99 (8), 101 (6), 110 (1), 111 (25, C8H15

+), 112 (5), 113 (1), 124 

(1), 125 (25, C9H17
+), 126 (10, C9H18

+), 139 (1), 153 (1, M+-H2O Me), 168 (0.3, M+-H2O), 185 (0.1), 186 

(0.1, M+).  

NMR-spektroskopische Daten sind unter (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (syn,syn-#213) 

aufgeführt. 

H.5.4.3f 2,4,6-Trimethylnonanal, (2R*,4S*,6RS)- (2,4anti-#214) 

Die Darstellung von 2,4anti-#214 folgte der Vorschrift für die 

Darstellung von (2RS,4RS)-2,4,8-Trimethylnonanal (#178). Dazu 

wurden bei -20 °C und unter Schutzgas 352 mg (1.89 mmol, 

186.34 g/mol) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (2,4anti-

#213) in 30 mL gelöst und unter Zusatz von 200 mg Molsieb 4 Å durch Zugabe von 1.14 g 

(3.03 mmol, 1.6 eq., 376.20 g/mol) PDC oxidiert. Die Aufarbeitung wie oben beschrieben mit 

anschließender säulenchromatographischer Reinigung über 20 g Silica mit PE / EE mit einem 

Gradienten von 40 : 1 bis 25 : 1 als Laufmittel lieferte 324 mg (1.76 mmol, 93%) (2R*,4S*,6RS)-

2,4,6-Trimethylnonanal (#214) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 40:1) = 0.12,  

M [C12H24O] = 184.32 g/mol 

NMR-spektroskopische Daten von sind unter (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (syn,syn-#214) 

aufgeführt. 

Die massenspektrometrischen Daten entsprechen denen von 2RS,4RS-#214.  

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (11), 40 (4), 41 (47), 42 (12), 43 (100), 44 (5), 53 

(5), 55 (36), 56 (9), 57 (64), 58 (47, ML C3H6O
+), 59 (4), 67 (5), 68 (3), 69 (22), 70 (19), 71 (85), 72 (9), 

81 (9), 82 (3), 83 (16), 84 (4), 85 (19), 95 (8), 96 (5), 97 (4), 99 (3), 111 (6), 123 (7), 126 (18, ML 

C9H18
+), 127 (8), 141 (2, M+-Pr), 184 (0.1, M+). 
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H.5.4.3g 2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (4EZ,6R*,8S*,10RS)- (6,8anti-Tt.3) 

Zur Synthese von 6,8anti-Tt.3 wurde analog der nicht 

stereoselektiven Darstellung der Verbindung (s. 

4EZ,6RS,8RS,10RS-Tt.3) das WITTIG-Salz (3-Methylbut-2-

en-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (643 mg, 1.56 mmol, 1.9 eq., 411.32 g/mol, in 20 mL 

trockenem THF) mit 0.90 mL (1.44 mmol, 1.75 eq.) 1.6 N n-BuLi-Lsg in Hexan bei -30 °C 

deprotoniert. Nach Rühren für 40 min bei RT wurde die trübe, orange Lösung des Ylids auf -

30 °C gekühlt und mit 151 mg (0.82 mmol, 184.32 g/mol) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal 

(2,4anti-#214) in 5 mL THF versetzt. Nach einer Reaktionszeit von 16 h bei RT wurde das 

Lösemittel im Vakuum entfernt und der Rückstand wie beschrieben mit Pentan extrahiert. Die 

säulenchromatographische über 18 g Silica mit Pentan als Eluent Reinigung lieferte 135 mg 

(0.57 mmol , 69%) (4EZ,6R*,8S*,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.3) als 

farbloses Öl. 

Rf (Pentan) = 0.80. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He):  

8 Diastereomere, 7 Peaks: A : B+C : D : E : F : G : H  =  3 : 15 : 7 : 11 : 10 : 32 : 22 (order of 

elution) 

 Zuordnung:  Z,s,s : Z,s,a + Z,a,s : Z,a,a : E,s,s : E,s,a + E,a,s : E,a,a   

 Isomerenverhältnisse :  

  (4Z) : (4E) = 25 : 75 (order of elution); 

  (4E):  (6R,8R,10R)* : (6R,8R,10S)* : (6R,8S,10S)* : (6R,8S,10R)* =  

   syn,syn : syn,anti : anti,syn : anti,anti = 14 : 13 : 43 : 30 (order of elution)..    

Massenspektren aller Isomere untereinander nahezu identisch. 

(4Z)-syn,syn- = (4Z,6R*,8R*,10R*)-Tt.3 (Peak #1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (28), 42 (3), 43 (35), 44 (1), 53 (5), 55 (19), 56 (2), 57 (9), 

65 (3), 67 (37), 68 (4), 69 (26), 70 (3), 71 (7), 77 (7), 78 (1), 79 (11), 80 (3), 81 (24), 82 (51), 83 (10), 

85 (2), 91 (8), 93 (8), 94 (2), 95 (26), 96 (8), 97 (5), 105 (1), 107 (7), 108 (2), 109 (100), 110 (18), 111 

(7), 122 (2), 123 (17), 124 (5), 125 (1), 137 (4), 151 (14), 152 (4), 165 (1), 180 (2), 193 (5), 221 (1), 

236 (10, M+), 237 (2).  

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (28), 42 (3), 43 (37), 44 (1), 53 (5), 

55 (18), 56 (2), 57 (9), 65 (3), 66 (1), 67 (38), 68 (4), 69 (28), 70 (3), 71 (8), 77 (7), 78 (1), 79 (10), 80 

(2), 81 (24), 82 (51), 83 (10), 84 (1), 85 (1), 91 (8), 93 (8), 94 (2), 95 (25), 96 (8), 97 (5), 105 (1), 107 

(6), 108 (2), 109 (100), 110 (18), 111 (8), 112 (1), 122 (2), 123 (17), 124 (5), 125 (1), 137 (4), 151 

(15), 152 (4), 165 (1), 180 (2), 193 (6), 194 (1), 221 (1), 236 (13, M+), 237 (2). 

(4E)-anti,anti-Tt.3 (Peak #7) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (22), 42 (2), 43 (29), 44 (1), 53 (4), 55 (15), 56 (2), 57 (8), 

65 (3), 67 (31), 68 (3), 69 (21), 70 (2), 71 (6), 77 (6), 78 (1), 79 (8), 80 (2), 81 (21), 82 (42), 83 (8), 85 

(1), 91 (7), 93 (8), 94 (2), 95 (24), 96 (8), 97 (4), 105 (1), 107 (6), 108 (2), 109 (100), 110 (17), 111 (6), 

122 (2), 123 (15), 124 (4), 125 (1), 137 (4), 151 (12), 152 (3), 165 (1), 180 (2), 193 (5), 221 (1), 236 

(15, M+), 237 (3).  
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anti,syn- / (4E,6R*,8S*,10S*)-  &  anti,anti- / (4E,6R*,8S*,10R*)-Tt.3 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.80 / 0.81 / 0.83 / 0.84 (4d, 3

JH-

H=6.6 / 6.6 / 6.6 / 6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C16 C17), 0.87 / 0.88 (2t, 3JH-H=7.2 / 7.2 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.87-

0.95 / 1.01-1.11 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.96 / 0.96 (2d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.04-1.14 (m, 2 H, 

CH2 C11), 1.07-1.17 / 1.18-1.26 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.12-1.36 (m, 2 H, CH2 C12), 1.41-1.51 (m, 1 H, 

C10), 1.46-1.59 (m, 1 H, C8), 1.74 (br.s, 3 H, CH3 C14), 1.75 (br.s, 3 H, CH3 C1), 2.27 (dddq, 3
JH-H=7.8, 

7.2, 7.2, 6.6 Hz, 1 H, CH C6), 5.37 / 5.43 (2dd, 3
J(E)H-H=15.2 / 14.9, 3

JH-H=7.8 / 7.8 Hz, 1 H, =CH C5), 

5.78 (br.d, 3JH-H=10.6 Hz, 1 H, =CH C3), 6.18 (dd, 3J(E)H-H=15.1, 3JH-H=10.6 Hz, 1 H, CH= C4).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.53/14.57 (2q, C13), 18.35 (q, C14), 

19.67/19.74 (2q, C17), 20.12/20.25 (2q, C12), 20.56/20.62 (2q, C16), 20.70/20.94 (q, C15), 26.05 (q, 

C1), 27.78/27.81 (2d, C8), 29.90/29.98 (2d, C10), 34.56 (d, C6), 39.18/39.51 (2t, C11), 44.84/45.42 

(2t, C9), 45.12/45.90 (2t, C7), 124.62/124.77 (2d, C4), 125.34/125.41 (2d, C3), 132.88/133.14 (2s, 

C2), 138.61/138.84 (2d, C5).  

anti,syn- / (4Z,6R*,8S*,10S*)-  &  anti,anti-/ (4Z,6R*,8S*,10R*)-Tt.3 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 / 0.81 / 0.83 / 0.86 (4d, 3

JH-

H=6.6 / 6.6 / 6.6 / 6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C16 C17), 0.86 / 0.87 (2t, 3JH-H=7.2 / 7.2 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.87-

0.95 / 1.01-1.11 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.93 / 0.93 (2d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.07-1.17/1.18-1.26 

(2m, 2 H, CH2 C7), 1.09-1.21 (m 2 H, CH2 C11), 1.12-1.36 (m, 2 H, CH2 C12), 1.42-1.56 (m, 1 H, C10), 

1.48-1.62 (m, 1 H, C8), 1.74 (br.s, 3 H, CH3 C14), 1.80 (br.s, 3 H, CH3 C1), 2.65-2.77 (m, 1 H, CH C6), 

5.00- 5.14 (m, 1 H, =CH C5), 6.03-6.12 (m, 2 H, =CH-CH= C3 C4). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.51/14.55 (2q, C13), 18.04 (q, C14), 

20.02/20.07 (2q, C17), 20.17/20.27 (2q, C12), 20.62/20.79 (2q, C16), 21.40/21.77 (2q, C15), 26.50 

(q, C1), 27.85/27.90 (2d, C8), 29.52 (d, C6), 29.82/29.93 (2d, C10), 40.35/40.61 (2t, C11), 

44.80/45.55 (2t, C9), 45.05/45.82 (2t, C7), 120.16/120.24 (2d, C3), 120.67/120.74 (2d, C4), 

134.59/134.72 (2s, C2), 136.66/136.80 (2d, C5). 

H.5.5 anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (6,8anti-Tt.5) 

Die Synthese von (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (2,4anti-#214) für die Darstellung 

von (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.5) erfolgte nach der 

für (4EZ,6R*,8S*,10RS)-2,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.3) beschriebenen Route 

via (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-dimethylpentanal (anti-#223). 

H.5.5.1a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)- (6,8anti-Tt.5) 

Die Darstellung von 6,8anti-Tt.5 erfolgte analog der 

Synthese von 6,8anti-Tt.3 unter Verwendung von 

719 mg (1.75 mmol, 2 eq., 411.32 g/mol) [(2E,1RS)-1-

Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphonium-bromid (#209) in 20 mL trockenem THF und 

Deprotonierung mit 0.98 mL (1.57 mmol, 1.8 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan. Nach Zugabe 

von 161 mg (0.87 mmol, 184.32 g/mol) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (2,4anti-#214) in 

5 mL THF bei -45 °C wurde bei RT über Nacht gerührt. Die Aufarbeitung und 

säulenchromatographische Reinigung über 15 g Silica mit Pentan als Laufmittel ergaben 111 mg 
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(0.47 mmol, 54%) (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.5) als 

farbloses Öl.  

Rf (Pentan) = 0.81. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (He; VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300;  DB-5ms, 30 × 0.25× 0.25, 60/5-10-300):  

8 Stereomere, 7 Peaks:   A : B+C : D : E : F : G : H   

 Quantifizierung: 6 : 6+18 : 11 : 8 : 7 : 27 : 17  (VF-1ms, order of elut.) 

     6 : 22 : 11 : 8 : 8 : 28 : 17 

 Zuordnung:  Z,s,s : Z,s,a + Z,a,s : Z,a,a : E,s,s : E,s,a + E,a,s : E,a,a  (s: syn, a: anti) 

   = ZSSS : ZRRS+ZRSS  : ZSRS : ESSS : ERRS : ERSS : ESRS   (rel. Konfig) 

       (verifiziert durch stereoselektive Synthesen von  Tt.5) 

 Isomerenverhältnisse :  

  (4Z) : (4E) = 38 : 62 (order of elution); 

  (4E):  6,8syn   : 6,8anti   (bzw. 6R*,8R*,10RS : 6R*,8S*,10RS) = 25 : 75; 

   8,10syn : 8,10anti (bzw. 6RS,8R*,10R* : 6RS,8R*,10S*) = 59 : 41   

   (vgl. 2,4anti-#213).    

Massenspektren aller Isomere untereinander nahezu identisch. 

(4Z)-syn,syn-Tt.5 (Peak #1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (28), 42 (3), 43 (34), 53 (5), 55 (17), 56 (2), 57 (9), 65 (4), 

67 (46), 68 (3), 69 (42), 70 (5), 71 (8), 77 (7), 79 (11), 81 (22), 82 (55), 83 (13), 85 (2), 91 (8), 93 (9), 

94 (2), 95 (34), 96 (5), 97 (9), 107 (5), 109 (100), 110 (16), 111 (9), 123 (14), 124 (4), 137 (3), 151 (7), 

152 (3), 153 (5), 165 (2), 180 (0.2), 193 (2), 221 (0.4), 236 (5, M+), 237 (1).  

(4E)-syn,syn-Tt.5 (Peak #4) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (25), 42 (3), 43 (32), 53 (4), 55 (16), 56 (2), 57 (8), 65 (3), 

67 (42), 68 (3), 69 (38), 70 (4), 71 (8), 77 (7), 79 (10), 81 (19), 82 (48), 83 (12), 85 (2), 91 (7), 93 (8), 

94 (2), 95 (31), 96 (6), 97 (9), 107 (5), 109 (100), 110 (15), 111 (8), 123 (12), 124 (3), 137 (2), 151 (6), 

152 (3), 153 (4), 165 (1), 180 (0.3), 193 (1), 221 (0.4), 236 (6, M+), 237 (1).  

(4E)-anti,syn-Tt.5 (Peak #6) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (26), 42 (2), 43 (31), 53 (5), 55 (17), 56 (2), 57 (9), 65 (3), 

67 (43), 68 (3), 69 (37), 70 (4), 71 (7), 77 (7), 79 (11), 81 (20), 82 (50), 83 (12), 85 (2), 91 (8), 93 (8), 

94 (3), 95 (32), 96 (6), 97 (8), 107 (5), 109 (100), 110 (15), 111 (8), 123 (12), 124 (3), 137 (2), 151 (6), 

152 (3), 153 (4), 165 (1), 180 (0.1), 193 (1), 221 (0.3, M+-Me), 236 (6, M+), 237 (1).  

NMR-spektroskopische Daten von (2E,4E,6S*,8S*,10S*)- und (2E,4Z,6S*,8S*,10S*)-Tt.5 sind unter 

syn,syn-Tt.5 aufgeführt. 
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H.5.6 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (Tt.6) 

H.5.6.1 WITTIG-Salz #234 

H.5.6.1a 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)but-2-en-1-ol, (2EZ)- (#226) 

Zur Regiodifferenzierung von (2E)-But-2-en-1,4-diol (#225) 

wurden in Analogie zur Darstellung von (2RS)-(3-Benzyloxy)-2-

methylpropan-1-ol (#210) 5.00 g (56.75 mmol, 88.11 g/mol) frisch 

destilliertes Diol #225 unter Argon-Atmosphäre in 100 mL trockenem THF gelöst und auf -40 °C 

gekühlt. Innerhalb von 30 min wurden 35.5 mL (56.8 mmol, 1.0 eq.) 1.6M n-BuLi-Lösung in 

Hexan zugetropft. Die Lösung wurde unter langsamer Erwärmung auf RT für 3 h gerührt. 

Anschließend wurden bei 0 °C 8.55 g (56.72 mmol, 150,73 g/mol) TDBMSCl in 25 mL THF 

langsam bei 0 °C zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde 10 h bei RT gerührt und anschließend 

im Vakuum eingeengt. Der Rückstand wurde in 50 mL Diethylether aufgenommen und mit 

jeweils mit 15 mL dreimal ges. NH4Cl-, zweimal mit NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung 

gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 40 mbar gereinigt. Es wurden 8.949 g (44.22 mmol, 78%) 4-TBDMSO-

but-2-en-1-ol (#226) als farbloses Öl erhalten. 

M [C10H22O2Si] = 202.37 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (2), 41 (4), 42 (1), 43 (2), 45 (4, C2H5O
+), 47 (4), 53 (1), 54 (1), 55 

(1), 56 (1), 57 (4), 58 (2), 59 (3), 60 (1), 61 (2), 69 (1), 70 (1), 73 (9), 74 (1), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 

(7), 77 (5), 85 (1), 99 (2), 101 (1), 111 (1), 113 (1), 115 (1), 127 (9, M+-tBu, -H2O), 128 (1), 129 (1), 

145 (13, M+-tBu), 146 (1), 147 (1), 171 (0.4, M+-CH2OH), 184 (0.04, M+-H2O).  

Isomerenverhältnis:  
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): (Z) : (E) = 17 : 83. 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.08 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.90 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 4.19 (br.d, J=5.7 Hz, 2 H, CH2OH), 4.24-4.27 (m, 2 H, SiOCH2), 5.62-5.75 (m, 2 H, CH=CH).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.11 (q, Si(CH3)2), 18.45 (s, SiCMe3), 26.03 (q, 

SiC(CH3)3), 58.99 (t, CH2 C1), 59.73 (t, CH2 C4), 130.21 (d, =CH C2), 131.51 (d, CH= C3).   

H.5.6.1b 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)but-2-enal, (2E)- (#227) 

Unter Schutzgas wurden 2.570 g (12.70 mmol) 4-TBDMSO-but-2-

en-1-ol (#226) in trockenem DCM gelöst, mit getrocknetem 

gepulvertem Molsieb 4 Å versetzt und auf -20 °C gekühlt. Das 

Gemisch wurde portionsweise mit 3.24 g (15.03 mmol, 1.2 eq., 215.6 g/mol) PCC versetzt. Die 

zunächst orange, sich langsam tief braunschwarz färbende Suspension wurde unter langsamer 

Erwärmung auf RT für 90 min gerührt. Anschließend wurde mit 50 mL eines Gemischs aus 

Diethylether und Petrolether 35-50 (1:1) verdünnt und über 20 g Silica filtriert. Das Eluat wurde 

eingeengt und säulenchromatographisch über 100 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 
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15:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 1.375 g (6,86 mmol, 54%) (2E)-4-TBDMSO-but-2-enal 

(#227) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 20:1) = 0.11. 

M [C10H20O2Si] = 200.35 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (5), 42 (1), 43 (2), 45 (4, C2H5O
+), 47 (3), 55 (1), 56 

(1), 57 (3), 58 (2), 59 (7, HSiMe2
+), 60 (1), 61 (2), 68 (1), 69 (2), 71 (1), 73 (8), 74 (1), 75 (100) , 

HOSiMe2
+, 76 (7), 77 (4), 83 (1), 85 (2, M+-TBDMS), 87 (1), 97 (1), 98 (1), 99 (4), 101 (1), 111 (1), 113 

(1), 115 (1), 125 (2, M+-tBu, -H2O), 127 (1), 129 (3), 143 (10, M+-tBu), 144 (1), 200 (1, M+), 201 (0.1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.09 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.92 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 4.45 (dd, 3
J=3.3, 4

J=2.1 Hz, 2 H, SiOCH2 C4), 6.40 (ddt, 3
J=15.4, 8.0, 4

J=2.1 Hz, 1 H, 

CHCHO), 6.88 (dt, 3J=15.5, 3.3 Hz, 1 H, CH= C3), 9.60 (d, 3J=8.0 Hz, 1 H, CHO).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.32 (q, Si(CH3)2), 18.46 (s, SiCMe3), 25.95 (q, 

SIC(CH3)3), 62.40 (t, SiOCH2 C4), 130.78 (d, =CH C2), 156.46 (d, CH= C3), 193.43 (d, CHO).    

H.5.6.1c 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)pent-3-en-2-ol, (2E)- (#228) 

Zur GRIGNARD-Methylierung von (2E)-4-TBDMSO-but-2-enal 

(#227) wurden 906 mg (4.52 mmol) des Aldehyds #227 unter 

Argon-Atmosphäre in 20 mL abs. Diethylether gelöst und auf -

20 °C gekühlt. Durch ein Septum wurden innerhalb von 10 min 

2.3 mL (6.9 mmol) einer kommerziellen 3 M Methylmagnesiumbromid-Lösung in Diethylether 

zugetropft. Die Lösung wurde unter Erwärmung auf RT für 3 h gerührt und anschließend wie für 

(3E,2RS)-Pent-3-en-2-ol (#207) beschrieben aufgearbeitet. Die säulenchromatographische 

Reinigung über 50 g Kieselgel mit Petrolether 50-70 / Ethylacetat (Gradient 10:1 bis 2:1) lieferte 

929 mg (4.29 mmol, 95%) 5-TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 10:1) = 0.08. 

M [C11H24O2Si] = 216.40 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (4), 42 (1), 43 (6), 45 (5), 47 (4), 53 (1), 55 (1), 57 (6), 58 

(2), 59 (4), 60 (1), 61 (2), 65 (1), 67 (9), 68 (7), 69 (2), 71 (1), 73 (12), 74 (2), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 

(7), 77 (6), 83 (1), 85 (1), 99 (2), 101 (1), 105 (2), 113 (1), 115 (2, TBDMS+), 131 (1), 141 (16, M+-tBu-

H2O,), 142 (2), 143 (1), 159 (9, M+-tBu), 160 (1), 161 (1), 171 (1), 183 (0.1), 198 (0.1, M+-H2O), 199 

(0.2), 201 (0.2), 215 (0.03), 216 (0.02, M+). 

MS (EI, 70 eV, direkt): m/z (%) = 39 (17), 40 (4), 41 (36), 42 (7), 43 (42), 44 (3), 45 (25), 47 (17), 53 (4), 

55 (10), 56 (6), 57 (49), 58 (7), 59 (18), 60 (5), 61 (10), 67 (48), 68 (54), 69 (14), 70 (3), 71 (4), 72 (3), 

73 (74), 74 (10), 75 (100), 76 (42), 77 (32), 83 (7), 85 (6), 89 (3), 99 (13), 101 (6), 103 (2), 105 (15), 

113 (6), 115 (18), 117 (4), 127 (5), 131 (7), 133 (4), 141 (73), 142 (10), 143 (8), 145 (16), 147 (20), 

148 (3), 149 (4), 158 (2), 159 (91), 160 (15), 161 (7), 171 (6), 189 (4), 199 (32), 200 (6), 201 (7), 215 

(1), 216 (1, M+). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.91 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.27 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CH3 C1), 4.17 (dd, 3

J=2.9, 4
J=0.9 Hz, 2 H, SiOCH2 C5), 4.29-4.37 (m, 

1 H, CHOH), 5.69-76 (m, 1 H, CH2CH= C4), 5.74-5.80 (m, 1 H, =CHCH C3).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.05 (q, Si(CH3)2), 18.57 (s, SiCMe3), 23.40 (q, 

CH3CH C1), 26.10 (q, SiC(CH3)3), 63.29 (d, CH C2), 68.52 (t, CH2 C5), 129.45 (d, CH= C4), 134.14 (d, 

=CH C3).    

H.5.6.1d 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(p-toluolsulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#230) 

Versuche zur direkten Bromierung des Alkohols 

#228 waren nicht erfolgreich (s. 2-Brom-5-TBSO-

pent-3-en, #229). Daher wurde versucht, die 

sekundäre Hydroxyl-Gruppe durch Tosylierung 

bzw. Mesylierung in gute Abgangsgruppen umzuwandeln, um diese darauf mit Halogenid 

auszutauschen. 

a) p-Tosylchlorid  

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 629 mg (2.91 mmol) (2RS,3E)-5-(tert-Butyl-

dimethylsilyloxy)pent-3-en-2-ol (#228) in 20 mL trockenem DCM gelöst und mit 18 mg 

(0.15 mmol, 0.05 eq.) DMAP sowie 0.60 mL (0.44 g, 4.3 mmol, 1.5 eq.) frisch destilliertes 

Triethylamin (TEA) versetzt. Anschließend wurden portionsweisen 666 mg (3.49 mmol, 1.2 eq., 

190.64 g/mol) p-Tosylchlorid bei einer Temperatur von 0 °C zugegeben. Das Reaktionsgemisch 

wurde für 18 h bei Raumtemperatur gerührt, anschließend eingeengt und in 10 mL Diethylether 

aufgenommen. Die Lösung wurde dreimal mit je 8 mL ges. Ammoniumchlorid-Lösung und 

viermal mit je 8 mL ges. Natriumhydrogencarbonat-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat 

getrocknet und eingeengt.  

b) p-Toluolsulfonsäureanhydrid 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 63 mg (0.29 mmol) (2RS,3E)-5-(tert-Butyl-

dimethylsilyloxy)pent-3-en-2-ol (#228) in 15 mL trockenem THF gelöst und bei einer 

Temperatur von 0 °C portionsweise 7.8 mg (0.33 mmol, 1.1 eq.) mit Pentan paraffinfrei 

gewaschenes Natriumhydrid zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde bei Raumtemperatur für 

zwei Stunden gerührt. Bei einer Temperatur von 0 °C wurden anschließend 98 mg (0.39 mmol, 

1.3 eq., 326.39 g/mol) p-Toluolsulfonsäureanhydrid zugegeben. Die Suspension wurde bei 

Raumtemperatur für 17 Stunden gerührt und danach mit 0.09 mL (71 mg, 2.2 mmol, 

32.04 g/mol, 0.79 g/mL) Methanol versetzt. Anschließend wurde mit 15 mL Petrolether 50-70 

verdünnt, viermal mit je 10 mL ges. NaHCO3-Lsg. gewaschen und über MgSO4 getrocknet, über 

2 g Silica filtriert und eingeengt.  
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Mit beiden Tosylierungs-Reagenzien entstand das Tosylat (#230) nur als Nebenprodukt und 

konnte aus den komplexen Produktgemischen säulenchromatographisch nicht isoliert werden. 

Unter anderem wurden das entsprechende Chlorid (#233) (nach Umsetzung mit p-TsCl) und das 

Eliminierungsprodukt (#232) identifiziert.  

Rf (PE/EE 10:1) = 0.32. 

M [C18H30O4SSi] = 370.58 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 60/5-10-300):  

Z : E-Verhältnis = ca. 5:6 (order of elution). 

(Z)-#230 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (3), 41 (13), 42 (2), 43 (12), 44 (2), 45 (7), 47 (5), 53 (3), 

55 (5), 56 (2), 57 (12), 58 (3), 59 (14), 60 (2), 61 (4), 65 (2), 66 (3), 67 (25), 68 (13), 69 (9), 71 (2), 73 

(122), 74 (12), 75 (100), 76 (7), 77 (5), 79 (3), 81 (4), 83 (3), 85 (5), 89 (4), 91 (3), 93 (5), 94 (8), 95 

(4), 97 (2), 99 (9), 100 (2), 101 (9), 103 (2), 105 (5), 107 (12), 108 (4), 109 (6), 111 (3), 113 (6), 115 

(21), 116 (3), 117 (3), 119 (4), 122 (2), 123 (2), 125 (6), 127 (4), 129 (3), 131 (5), 133 (16), 134 (2), 

135 (2), 141 (74), 142 (10), 143 (33), 144 (4), 145 (4), 147 (92), 148 (16), 149 (18), 150 (3), 151 (14), 

152 (2), 155 (5), 157 (9), 158 (2), 159 (4), 163 (2), 169 (5), 170 (3), 171 (4), 173 (2), 181 (10), 182 (2), 

183 (6), 184 (2), 185 (2), 189 (9), 190 (2), 198 (2), 199 (34), 200 (6), 201 (2), 207 (2), 225 (6), 273 

(11), 274 (2), 288 (2), 289 (1), 313 (1, M+-tBu).  

(E)-#230 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (2), 41 (11), 42 (2), 43 (9), 45 (5), 47 (4), 53 (3), 55 (5), 56 

(2), 57 (11), 58 (3), 59 (12), 60 (2), 61 (4), 65 (2), 66 (3), 67 (24), 68 (12), 69 (9), 71 (2), 73 (119), 74 

(11), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (5), 79 (3), 81 (3), 83 (3), 85 (5), 89 (4), 91 (3), 93 (4), 94 (8), 95 

(4), 97 (2), 99 (9), 100 (2), 101 (10), 103 (2), 105 (5), 107 (8), 108 (4), 109 (6), 111 (3), 113 (7), 115 

(23, TBDMS+), 116 (3), 117 (3), 119 (5), 122 (2), 123 (2), 125 (5), 127 (5), 129 (4), 131 (5, TBDMSO+), 

133 (17), 134 (3), 135 (2), 141 (95, M+-tBu-HOTs), 142 (13), 143 (42), 144 (5), 145 (5), 147 (82), 148 

(13), 149 (22), 150 (4), 151 (11), 155 (6), 157 (11), 158 (2), 159 (5), 169 (7), 170 (4), 171 (4, TsO+), 

173 (2), 181 (15), 182 (3), 183 (9), 184 (2), 185 (3), 189 (6), 197 (2), 198 (2), 199 (46, M+-OTs), 200 

(8), 201 (3), 207 (2), 211 (2), 223 (2), 225 (9), 226 (2), 273 (9), 274 (3), 288 (2), 313 (1, M+-tBu). 

H.5.6.1e 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)pentan-1,3-dien, (3EZ)- (#232) 

M [C11H22OSi] = 198.38 g/mol 

(Z)-#232  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (1), 41 (18), 42 (1), 43 (4), 44 

(1), 45 (7), 46 (1), 47 (6), 51 (1), 52 (1), 53 (1), 55 (1), 56 (1), 57 (5), 58 (2), 59 (8), 60 (2), 61 (3), 63 

(1), 65 (6), 66 (1), 67 (27), 68 (2), 69 (3), 70 (1), 71 (1), 73 (20), 74 (2), 75 (100), 76 (8), 77 (4), 81 (1), 

83 (1), 85 (8), 86 (1), 87 (1), 95 (1), 96 (1), 97 (1), 98 (1), 99 (12), 100 (1), 101 (3), 109 (1), 111 (9), 

112 (1), 113 (7), 114 (1), 115 (2), 123 (1), 125 (3), 127 (1), 141 (100), 142 (13), 143 (4), 183 (1).  

(E)-#232 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (8), 42 (1), 43 (6), 44 (1), 45 (11), 46 (1), 47 (4), 51 

(1), 53 (2), 54 (1), 55 (4), 56 (1), 57 (5), 58 (4), 59 (21, HSiMe2
+), 60 (2), 61 (4), 62 (1), 63 (1), 65 (2), 

66 (1), 67 (7), 68 (1), 69 (1), 70 (2), 71 (1), 72 (1), 73 (38), 74 (4), 75 (72, HOSiMe2
+), 76 (5), 77 (3), 
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79 (1), 81 (1), 83 (3), 84 (1), 85 (13), 86 (1), 87 (1), 95 (1), 97 (3), 98 (2), 99 (14), 100 (2), 101 (13), 

102 (1), 103 (1), 109 (1), 111 (8), 112 (1), 113 (30, C3H3SiMe2
+), 114 (3), 115 (3, TBDMS+), 123 (2), 

125 (8), 126 (1), 127 (3), 139 (2), 140 (1), 141 (100, M+-tBu), 142 (14), 143 (5), 183 (2), 198 (42, M+), 

199 (7), 200 (2).  

H.5.6.1f 2-Brom-5-(tert-butyldimethylsilyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#229) 

Zur APPEL-Bromierung als möglichst schonende Methode der 

direkten Bromierung des sekundären Allylalkohols #228 wurden 

610 mg (5.76 mmol, 6.4 eq., 105.99 g/mol) im Vakuum bei 100 °C 

getrocknetes Na2CO3 in 10 mL trockenem DCM suspendiert. Bei 

5 °C wurden nun 293 mg (1.12 mmol, 1.2 eq.) Triphenylphosphin und 303 mg (0.91 mmol, 

1.0 eq., 331.65 g/mol) Tetrabrommethan zugegeben und gelöst. Die kanariengelbe Lösung 

wurde tropfenweise mit 195 mg (0.90 mmol) 5-TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) in 4 mL DCM 

versetzt, wobei sie sich entfärbte, und 24 h bei RT gerührt. Das Reaktionsgemisch wurde im 

Vakuum auf 5 mL konzentriert, mit 20 ml Diethylether /  Petrolether 35-50 verdünnt und über 

10 g Silica filtriert. Das Rohprodukt enthielt ca. 40% 2-Brom-5-TBSO-pent-3-en (#229). Versuche 

zur weiteren Reinigung führten zur Zersetzung (Braunfärbung). 

M [C11H23BrOSi] = 279.29 g/mol 

(Z)-#229 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (17), 40 (6), 41 (44), 42 (5), 43 (22), 44 (3), 45 (21), 46 (2), 47 

(14), 48 (1), 50 (1), 51 (2), 52 (1), 53 (13), 54 (2), 55 (10), 56 (5), 57 (100), 58 (13), 59 (20), 60 (4), 61 

(6), 63 (1), 65 (6), 66 (2), 67 (58), 68 (61), 69 (5), 70 (2), 71 (5), 72 (1), 73 (96), 74 (10), 75 (95, 

HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (4), 79 (1), 81 (1), 82 (1), 83 (8), 84 (1), 85 (11), 86 (1), 87 (2), 88 (2), 89 (39), 

90 (4), 91 (2), 95 (2), 97 (2), 98 (1), 99 (8), 100 (1), 101 (7), 107 (1), 109 (5), 111 (6), 113 (8), 114 (1), 

115 (7), 116 (1), 123 (2), 125 (5), 127 (4), 137 (88), 138 (8), 139 (91), 140 (7), 141 (58), 142 (8), 143 

(5), 145 (4), 167 (3), 169 (3), 179 (1), 181 (1), 183 (1), 193 (7), 195 (6), 198 (2), 199 (7), 200 (1), 219 

(1), 220 (2), 221 (68), 222 (10), 223 (63), 224 (8), 225 (3), 263 (2, 79BrM+-Me), 265 (2, 81BrM+-Me). 

(E)-#229 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (15), 40 (5), 41 (39), 42 (5), 43 (20), 44 (2), 45 (18), 46 (1), 47 

(14), 51 (2), 52 (1), 53 (10), 54 (1), 55 (9), 56 (4), 57 (82), 58 (10), 59 (17), 60 (4), 61 (6), 63 (1), 65 

(7), 66 (3), 67 (75), 68 (53), 69 (5), 70 (1), 71 (5), 72 (1), 73 (83), 74 (9), 75 (91, HOSiMe2
+), 76 (7), 77 

(4), 81 (1), 82 (1), 83 (7), 84 (), 85 (6), 87 (1), 89 (2), 95 (1), 97 (2), 99 (8), 100 (1), 101 (7), 107 (1), 

109 (2), 111 (5), 113 (8), 114 (1), 115 (6), 119 (1), 121 (1), 123 (2), 125 (4), 127 (3), 137 (95), 138 (8), 

139 (100), 140 (8), 141 (69), 142 (9), 143 (7), 167 (3), 169 (3), 179 (1), 181 (1), 183 (1), 193 (8), 194 

(1), 195 (8), 198 (1), 199 (22), 200 (4), 201 (1), 220 (12), 221 (49), 222 (8), 223 (49), 224 (6), 225 (2), 

263 (2, 79BrM+-Me), 265 (2, 81BrM+-Me). 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.91 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.79 (d, 3
J=6.8 Hz, 

3 H, CH3 C1), 4.19 (ddd, 3
J=4.5, 4

J=1.8, 5
J=0.8 Hz, 2 H, SiOCH2 C5), 4.72 (dqd, 3

J=8.3, 6.8, 4
J=0.8 Hz, 1 

H, CHBr C2), 5.75 (dt, 3
J=15.3, 4.5 4

J=0.8 Hz, 2 H, CH2CH= C4), 5.95 (ddt, 3
J=15.3, 8.3, 4

J=1.8 Hz, 1 H, 

=CHCH C3).   
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Daher wurde versucht, das Bromid (#229) ohne vorherige Isolierung des Sulfonats bzw. in 

einer Eintopf-Reaktion mit der Sulfonierung darzustellen: 

• Tosylierung und FINKELSTEIN-Substitution mit Lithiumbromid via #230 

• Mesylierung und FINKELSTEIN-Substitution mit Lithiumbromid via #231 

H.5.6.1g 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(p-toluolsulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#230) 

Analog dem vorherigen Versuch zur Darstellung 

von Tosylat (#230) wurden 919 mg (4.25 mmol) 5-

TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) in 30 mL trockenem 

DCM unter Verwendung von 27 mg (0.22 mmol, 

0.05 eq.) DMAP und 0.90 mL (0.66 g, 6.4 mmol, 1.5 eq.) frisch destilliertem TEA mit 992 mg 

(5.20 mmol, 1.2 eq., 190.64 g/mol) p-Tosylchlorid umgesetzt. Nach Rühren für 3 h bei RT wurde 

das Reaktionsgemisch langsam unter Schutzgas einer -20 °C kalten Lösung von 1.028 g 

(11.84 mmol, 2.8 eq., 86.84 g/mol) im Vakuum über Diphosphorpentoxid bei 80 °C 

getrocknetem Lithiumbromid in 30 mL trockenem THF zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde 

bei RT für 16 h gerührt, anschließend mit 4 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt und eingeengt. Der 

Rückstand wurde in 30 mL Diethylether aufgenommen, dreimal mit je 15 mL ges. NaHCO3-

Lösung gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Die organische Phase verfärbte sich 

beim Waschen orangegelb. 

Tosylat (#230):  M [C18H30O4SSi] = 370.58 g/mol 

Bromid (#229):  M [C11H23BrOSi] = 279.29 g/mol 

H.5.6.1h 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-(methansulfonyloxy)pent-3-en, (2RS,3EZ)- (#231) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 41 mg (0.19 mmol) 5-

TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) in 6 mL trockenem DCM gelöst 

und 0.09 mL (66 mg, 0.65 mmol, 3.4 eq.) frisch destilliertes 

TEA zugegeben. Bei einer Temperatur von 0 °C wurden 25 µL 

(37 mg, 0.32 mmol, 114.55 g/mol, 1.474 g/mL) Mesylchlorid in 2 mL trockenem DCM 

zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 3 h bei RT gerührt und anschließend mit einer 

Lösung von 200 mg (2.30 mmol) trockenem LiBr in 6 mL trockenem THF versetzt. Das Gemisch 

wurde für weitere 17 h bei RT gerührt, danach mit 4 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt und 

eingeengt. Der Rückstand wurde in 10 mL Diethylether aufgenommen, dreimal mit je 6 mL ges. 

NaHCO3- und zweimal mit je 6 mL gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat 

getrocknet und eingeengt.  

Das Bromid (#229) wurde gaschromatographisch in beiden Rohprodukten nachgewiesen, 

zersetzte sich jedoch beim Versuch einer Isolierung. Bei beiden Reaktionen wurde ein 
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erheblicher Anteil des Chlorids (#233) gebildet. Daher wurde versucht, die Eintopfreaktion 

dahingehend zu modifizieren, dass dieses als Hauptprodukt entstehen würde.  

Mesylat (#231):  M [C12H26O4SSi] = 370.58 g/mol 

Bromid (#229):  M [C11H23BrOSi] = 279.29 g/mol 

  MS (EI, 70 eV, GC/MS): s.o. 

H.5.6.1i 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-chlorpent-3-en, (2RS,3EZ)- (#233) 

a) p-Tosylchlorid und Tetraethylammoniumchlorid 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 509 mg (2.35 mmol) 5-TBSO-

pent-3-en-2-ol (#228), 1.32 g (7.97 mmol, 3.4 eq., 165.71 g/mol) 

über P2O5 bei 50 °C im Vakuum getrocknetes Tetraethyl-

ammoniumchlorid, 20 mg (0.16 mmol) DMAP und 0.8 mL (0.58 g, 

5.8 mmol, 2.5 eq.) frisch destilliertes TEA in 25 mL trockenem DCM gelöst und auf -10 °C 

gekühlt. Zu dieser Lösung wurden portionsweise 580 mg (3.04 mmol, 1.3 eq., 190.64 g/mol) p-

Toluolsulfonsäurechlorid gegeben. Anschließend wurde das Gemisch bei RT für 24 h gerührt. 

Nach dieser Zeit wurde gaschromatographisch ein Umsatz von lediglich 25% bestimmt. Daher 

wurden nochmals die gleichen Mengen DMAP und Triethylamin zugegeben. Nach Rühren für 

weitere 24 h bei RT wurde das Lösemittel weitgehend entfernt, der Rückstand in 20 mL 

Petrolether 30-50 aufgenommen und über Kieselgel filtriert. 

Das Rohprodukt enthielt neben großer Mengen p-Tosylchlorid noch etwa 30% Edukt jedoch 

bereits 10% Dien #232. Daher wurde als Alternative die Reaktivität von Mesyloxy als 

Abgangsgruppe untersucht. 

b) Mesylchlorid und Tetraethylammoniumchlorid 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 992 mg (4.58 mmol) 5-TBSO-pent-3-en-2-ol (#228) und 

3.07 g (18.5 mmol, 4.1 eq.) trockenes Tetraethylammoniumchlorid in 40 mL trockenem DCM 

gelöst und 2.36 mL (1.797 g, 13.9 mmol, 3.1 eq., 129.25 g/mol, 0.76 g/mL) über LAH getrocknete 

Hünig-Base (Diipropylethylamin, DIPEA) als nicht nukleophiler Säurefänger zugesetzt. Dann 

wurden bei -20 °C langsam 718 µg (1.058 g, 9.24 mmol) MsCl in 10 mL DCM zugetropft. Die sich 

langsam gelblich färbende Lösung wurde unter langsamer Erwärmung auf RT für 16 h gerührt. 

Anschließend wurde mit 5 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt und das Lösemittelvolumen auf 

5 mL im Vakuum reduziert. Der orange Rückstand wurde mit 30 mL 

Diethylether / Petrolether 35-50 im Verhältnis 1:1 verdünnt und über 4 g Silica filtriert. Es 

wurden 663 mg Rohprodukt von 5-TBSO-2-chlorpent-3-en (#233) mit einer chemischen 

Reinheit (GC) von 67% (entsprechend 1.89 mmol, 41%) als farbloses Öl erhalten. Dieses wurde 

ohne weitere Reinigung für die nächste Stufe verwendet.  
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M [C11H23ClOSi] = 234.84 g/mol 

GC (HP-1, 30 m, 60/3-10-300)    

(Z)-#233 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (2), 41 (24), 42 (2), 43 (16), 44 (1), 45 (12), 47 (7), 51 (1), 

53 (7), 55 (6), 56 (2), 57 (56), 58 (10), 59 (12), 60 (2), 61 (3), 63 (2), 65 (9), 66 (2), 67 (49), 68 (33), 69 

(3), 71 (1), 73 (67), 74 (6), 75 (38), 76 (3), 77 (2), 79 (2), 81 (1), 83 (5), 85 (6), 88 (4), 89 (49), 90 (4), 

91 (2), 92 (1), 93 (100), 94 (7), 95 (39), 96 (3), 97 (3), 99 (4), 101 (3), 111 (2), 113 (4), 115 (4), 123 

(4), 125 (3), 127 (1), 135 (1), 141 (24), 142 (3), 143 (2), 145 (3), 149 (10), 150 (1), 151 (4), 175 (1), 

176 (1), 177 (47), 178 (6), 179 (17), 180 (2), 198 (1), 199 (1), 219 (1), 234 (0.1, M+). 

(E)-#233 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (2), 41 (17), 42 (1), 43 (15), 44 (1), 45 (9), 47 (7), 53 (3), 

55 (5), 56 (1), 57 (27, tBu+), 58 (4), 59 (8), 60 (2), 61 (3), 63 (2), 65 (7), 66 (1), 67 (57, C5H7
+), 68 (20), 

69 (2), 71 (1), 73 (33), 74 (3), 75 (37), 76 (3), 77 (2), 79 (1), 83 (4), 85 (3), 89 (1), 93 (100, 

CH2OSi35Cl+), 94 (7), 95 (38), 96 (3), 97 (3), 99 (3), 101 (5), 111 (2), 113 (3), 115 (2), 123 (3), 125 (2), 

135 (1), 141 (24, M+-tBu-HCl), 142 (3), 143 (2), 149 (9), 150 (1), 151 (4), 177 (27, 35ClM+-tBu), 178 

(3), 179 (10), 180 (1), 199 (4, M+-Cl), 221 (0.3), 234 (0.1, 35ClM+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.91 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.60 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CH3 C1), 4.18 (br.d, 3

J=3.8 Hz, 2 H, SiOCH2 C5), 4.57 (dqd, 3
J=7.6, 

6.5, 4J=1.2 Hz, 1 H, CHCl), 5.73-5.88 (m, 2 H, CH=CH C3 C4).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.06 (q, Si(CH3)2), 18.55 (s, SiCMe3), 25.33 (q, 

CH3 C1), 26.09 (q, SiC(CH3)3), 57.60 (d, CHCl), 62.84 (t, SiOCH2), 131.09 (d, CH= C4), 131.76 (d, =CH 

C3).   

H.5.6.1j  [4-TBSO-1-methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumchlorid, (2RS,3EZ)- (#234) 

Zur Synthese des WITTIG-Salzes #234 wurden 

1.161 mg (4.42 mmol, 2.3 eq.) Triphenylphosphin in 

15 mL trockenem Acetonitil gelöst und 510 mg 

(4.81 mmol, 2.5 eq.,, 105.99 g/mol) trockenes Na2CO3 

darin suspendiert. Nach Zugabe von 633 mg (ca. 1.89 mmol) 5-TBSO-2-chlorpent-3-en (#233)-

Rohprodukt wurde das Gemisch auf 45 °C erhitzt.  

Die Reaktion wurde mittels Dünnschichtchromatographie verfolgt, wobei der Vergleich mit 

dem bekannten Retentionsverhaltens von WITTIG-Salzen auf die Bildung der Zielverbindung 

hindeutete.  

Nach einer Reaktionszeit von 48 h wurde das Lösemittel im Vakuum entfernt und das 

Rohprodukt säulenchromatographisch über 35 g Silica mit Dichlormethan / Methanol mit einem 

Gradienten von 10:1 bis 1:1 als Laufmittel gereinigt. Dabei zersetzte sich ein Teil des Produkts, 

so dass nur 120 mg (0.24 mmol, 13%) WITTIG-Salz (4-TBSO-1-methylbut-2-en-1-yl)-TPPCl 

(#234) als leicht gelbliches, hoch viskoses Öl isoliert wurden.  

Rf (MeOH/EE 1:4) = 0.10 / 0.23. 
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M [C29H38ClOPSi] = 497.13 g/mol 

MKat [C29H38OPSi] = 461.24 g/mol 

H.5.6.2 Phosphonat  #239 

Das Phosphonat (#239) wurde ausgehend von (2E)-Pent-2-ensäure (#236) durch WOHL-

ZIEGLER-Bromierung von (2E)-Pent-2-ensäuremethylester (#237) mit anschließender MICHAELIS-

ARBUZOV-Reaktion erhalten. Diese liefert ein Gemisch der Doppelbindungsisomere an Position 

C1 und C2 als Gemisch der jeweiligen E/Z-Isomere. Das Phosphonat mit quartärem C1-Atom 

wird unter HWE-Bedingungen an C3 deprotoniert und liefert so dasselbe Alkenylphosphonat-

Anion wie sein 2π-Isomer. 

H.5.6.2a Pent-2-ensäuremethylester, (2E)- (#237) 

Zur FISCHER-Veresterung von kommerzieller (2E)-Pent-2-ensäure (#236) 

wurden 5 mL (49.4 mmol, 100.12 g/mol, 0,99 g/mL) in 25 mL trockenem 

Methanol gelöst und mit 1.2 mL (21.61 mmol, 98.08 g/mol 1.84 g/mL) konz. 

Schwefelsäure (96%) für 10 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen 

wurde die Reaktionslösung in 40 ml Eiswasser einpipettiert. Das Gemisch wurde dreimal mit 

15 mL Diethylether extrahiert, die organische Phase dreimal mit je 10 mL ges. NaHCO3- und 

einmal mit NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und das Rohprodukt durch 

Kugelrohdestillation bei 600 mbar gereinigt. Es wurden 4.623 g (40,508 mmol, 82%) (2E)-Pent-

2-ensäuremethylester (#237) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C6H10O2] = 114.14 g/mol 

Sdp = 140 °C  

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 38 (5), 39 (39), 40 (5), 41 (10), 42 (5), 43 (11), 50 (5), 51 (7), 52 (3), 53 

(22), 54 (16), 55 (98), 56 (5), 57 (2), 59 (30), 68 (2), 71 (6), 72 (5), 81 (5), 82 (18), 83 (100, M+-OMe), 

84 (6), 85 (6), 99 (4), 113 (3), 114 (62, M+), 115 (4). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.06 (t, 3
JH-H=7.4 Hz, 3 H, CH2CH3), 

2.22 (dqd, 3
JH-H=7.4, 6.3, 4

JH-H=1.8 Hz, 2 H, CH2CH3), 3.72 (s, 3 H, OCH3), 5.81 (dt, 3
J(E)H-H=15.7, 4

JH-

H=1.7 Hz, 1 H, COCH=), 7.02 (dt, 3J(E)H-H=15.7, 6.3 Hz, 1 H, =CHCH2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.31 (q, C5), 25.44 (t, C4), 51.48 (q, C6), 120.18 

(d, C2), 151.06 (d, C3), 167.39 (s, C1). 

H.5.6.2b 4-Brompent-2-ensäuremethylester, (2E)- (#238) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.465 g (21.60 mmol) (2E)-Pent-2-

ensäuremethylester (#237) in 30 mL wasserfreiem Tetrachlormethan 

(Trocknung: 4 h refl. über P2O5, Destillation) gelöst und mit 4.230 g 

(23.76 mmol, 1.1 eq., 177.99 g/mol) trockenem N-Bromsuccinimid (NBS; 

Umkristallisation aus H2O, trocknen über P2O5 40 °C 6 h) und 50 mg (0.21 mmol, 0.01 eq., 
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242.23 g/mol) Dibenzoylperoxid versetzt. Das Gemisch wurde für 4 h unter Rückfluss erwärmt 

und der ausfallende weiße Niederschlag anschließend abfiltriert. Das Lösemittel wurde im 

Vakuum entfernt, der gelbliche Rückstand in Pentan / Diethylether im Verhältnis 5:1 

aufgenommen und über Silica filtriert. Nach Reinigung des leicht gelblichen Rohprodukts durch 

Kugelrohrdestillation bei 20 mbar wurden 2.272 g (11.76 mmol, 54%) (2E)-4-Brompent-2-

ensäuremethylester (#238) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C6H9BrO2] = 193.04 g/mol 

Sdp = 110 °C / 20 mbar 

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 38 (5), 39 (26), 41 (9), 45 (4), 50 (10), 51 (12), 52 (7), 

53 (41), 54 (12), 55 (11), 59 (16), 71 (3), 79 (4), 81 (27), 82 (14), 85 (14), 113 (100, M+-Br), 114 (7), 

133 (11, C4H6
79Br), 135 (10, C4H6

81Br), 161 (5, 79BrM+-OMe), 163 (5, 81BrM+-OMe), 192 (0.5, 79BrM+), 

194 (1, 81BrM+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.82 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CHBrCH3), 

3.76 (s, 3 H, OCH3), 4.69 (dqd, 3
JH-H=8.0, 6.8, 4

JH-H=1.0 Hz, 1 H, CHBr), 5.94 (dd, 3
J(E)H-H=15.6, 4

JH-H=1.0 

Hz, 1 H, MeO2CCH=), 7.03 (dd, 3J(E)H-H =15.6, 8.0 Hz, 1 H, =CHCHBr). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 24.80 (q, C5), 44.93 (d, C4), 51.99 (q, C6), 120.81 

(d, C2), 147.92 (d, C3), 166.41 (s, C1). 

H.5.6.2c Diethyl-[3-(methoxycarbonyl)-1-methylpropen-1-yl]phosphonat (#239) 

(2EZ)-Diethyl-[3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-2-en-1-yl]phosphonat  (#239) 

(1EZ)-Diethyl-[3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-1-en-1-yl]phosphonat  (#240) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden in einem 2-Hals-N2-Kolben 

mit Luftkühler 1.030 g (5.34 mmol) (2E)-4-Brompent-2-

ensäuremethylester (#238) in 15 mL trocken Toluol gelöst und 

mit 1.00 mL (5.78 mmol, 1.1 eq., 166.16 g/mol, 0.96 g/mL) 

Triethylphosphit (trocknen über NaH, Dest.) versetzt. Die Reaktionslösung wurde bei 110 °C für 

36 h gerührt, um entstehendes Ethylbromid (Sdp. 38 °C, theo. 5.34 mmol, 582 mg) auszutreiben. 

Anschließend wurde das Lösungsmittel entfernt und das Rohprodukt destillativ im Kugelrohr 

bei 10 mbar gereinigt. Es wurden 1.056 g (4.21 mmol, 79%; 35% ü. 3 Stufen) eines 

Isomerengemischs Diethyl-[(1 und 2E/Z)-3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-1 und 2-en-1-yl]-

phosphonat (#239 und #240) als farbloses Öl erhalten. 

M [C10H19O5P] = 250.23 g/mol 

Isomerenverhältnis (GC, HP-1 30 m, 0.25 mm id, 0.25 µm, 60/3-10-300):  

 (2Z) : (2E) : (1Z) : (1E)  = 7 : 50 : 18 : 25 (order of elution).   

(2E)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (12), 40 (1), 41 (6), 42 (2), 43 (6), 45 (5), 47 (4), 51 

(3), 52 (2), 53 (28), 54 (11), 55 (11), 59 (13, MeCOO+), 65 (9), 67 (1), 69 (2), 70 (2), 71 (6), 79 (2), 80 

(1), 81 (61), 82 (29), 83 (7), 85 (4), 91 (9), 92 (1), 93 (1), 95 (2), 96 (7), 97 (2), 99 (5), 100 (2), 109 
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(21), 110 (3), 111 (11), 112 (2), 113 (100, M+-PO(OEt)2), 114 (14), 115 (2), 117 (8), 118 (2), 127 (2), 

133 (2), 134 (12), 135 (22), 136 (2), 137 (2), 138 (7), 141 (2), 145 (2), 149 (5), 155 (3), 162 (7), 163 

(17), 164 (1), 177 (4), 178 (1), 190 (7), 191 (17, M+-MeOOC), 192 (2), 205 (2, M+-OEt), 218 (4), 219 

(4, M+-OMe), 235 (1, M+-Me), 250 (0.2, M+), 251 (0.3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.31 (br.t, 3
JH-H=7.1 Hz, 6 H, 

2×CH2CH3), 1.35 (dd, 3
JH-P=18.2, 3

JH-H=7.1 Hz, 3 H, CHCH3), 2.81 (dqdd, 2
JH-P=25.3, 3

JH-H=7.5, 7.1, 4
JH-

H=1.3 Hz, 1 H, CHP), 3.73 (s, 3 H, CH3O), 4.10 (br.q, 3
JH-H=7.1 Hz, 4 H, 2×OCH2), 5.93 (ddd, 3

J(E)H-

H=15.7, 4
JH-P=5.0, 4

JH-H=1.3 Hz, 1 H, COCH=), 6.96 (ddd, 3
J(E)H-H=15.7, 3

JH-H=7.5, 3
JH-P=6.6 Hz, 1 H, 

=CHCHP).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.11 (dpq, 2
JC-P=5.9 Hz, C5), 16.58 (dpq, 3

JC-P=5.9 

Hz, C8), 35.86 (dpd, 1JC-P=139.1 Hz, C4), 51.74 (q, C6), 62.50/62.57 (2dpt, 2JC-P=7.3/7.3 Hz, C7), 122.99 

(dpd, 3JC-P=12.4 Hz, C2), 144.74 (dpd, 2JC-P=9.5 Hz, C3), 166.53 (dps, 4JC-P=2.9 Hz, C1). 

(2Z) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (32), 40 (4), 41 (13), 42 (5), 43 (15), 45 (11), 47 

(8), 50 (3), 51 (8), 52 (6), 53 (49), 54 (26), 55 (18), 59 (22), 65 (13), 67 (2), 69 (4), 70 (2), 71 (6), 79 

(4), 80 (3), 81 (100), 82 (55), 83 (10), 85 (6), 91 (16), 92 (2), 93 (2), 95 (4), 96 (14), 97 (3), 99 (10), 

100 (3), 109 (30), 110 (4), 111 (13), 113 (27), 114 (11), 115 (2), 117 (11), 118 (3), 123 (2), 127 (3), 

133 (3), 134 (5), 135 (30), 136 (3), 137 (3), 138 (17), 141 (3), 149 (10), 151 (3), 155 (9), 162 (8), 163 

(12), 177 (4), 183 (4), 190 (15), 191 (32), 192 (4), 218 (5), 219 (3), 250 (9, M+). 

(1E) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (32), 40 (3), 41 (14), 42 (10), 43 (24), 44 (2), 45 

(11), 47 (12), 50 (3), 51 (10), 52 (11), 53 (88), 54 (46), 55 (38), 56 (3), 57 (3), 59 (60), 65 (33), 67 (4), 

68 (3), 69 (8), 70 (7), 71 (21), 72 (4), 74 (2), 79 (9), 80 (5), 81 (58), 82 (34), 83 (14), 85 (7), 91 (9), 93 

(8), 95 (3), 96 (9), 97 (6), 98 (3), 99 (9), 100 (3), 101 (3), 108 (4), 109 (17), 110 (7), 111 (18), 112 (13), 

113 (14), 114 (4), 116 (2), 117 (28), 118 (14), 119 (4), 121 (6), 131 (2), 133 (7), 134 (100), 135 (99), 

136 (10), 137 (4), 138 (3), 141 (3), 145 (11), 146 (3), 147 (4), 149 (44), 150 (5), 161 (10), 162 (80), 

163 (33), 164 (3), 177 (34), 178 (3), 190 (64), 191 (36), 192 (3), 205 (8), 218 (57), 219 (7), 250 (5). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.32 (brt, 3
JH-H=7.1 Hz, 6 H, 

2×CH2CH3), 1.82 (dpdt, 3JH-P=14.7, 4JH-H=1.6, 5JH-H=0.9 Hz, 3 H, =CPCH3), 3.21 (ddpq, 3JH-H=7.0, 4JH-P=3.7, 
5
JH-H=0.9 Hz, 2 H, CH2CH=), 3.70 (s, 3 H, OCH3), 4.08-4.19 (m, 4 H, 2×CH2CH3), 6.68 (dptq, 3J(E)H-P=23.0, 

3
JH-H=7.0, 4JH-H=1.6 Hz, 1 H, CH=). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.11 (dpq, 2
JC-P=5.9 Hz, C5), 16.46 (dpq, 3

JC-P=5.9 

Hz, C8), 34.06 (dpt, 3
JC-P=20.5 Hz, C3), 52.17 (q, C6), 62.50 (dpt, 2

JC-P=7.3 Hz, C7), 128.35 (dps, 1
JC-

P=183.0 Hz, C1), 136.73 (dpd, 2JC-P=12.4 Hz, C2), 170.69 (s, C4). 

(1Z) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (16), 40 (1), 41 (7), 42 (2), 43 (8), 45 (8), 47 (4), 50 

(1), 51 (4), 52 (3), 53 (30), 54 (21), 55 (14), 56 (1), 57 (1), 59 (11), 65 (9), 67 (1), 69 (2), 70 (1), 71 (5), 

72 (1), 79 (1), 80 (1), 81 (100), 82 (52), 83 (8), 85 (6), 91 (16), 92 (1), 93 (2), 95 (2), 96 (15), 97 (3), 99 

(6), 109 (44), 110 (4), 111 (10), 112 (2), 113 (29), 114 (15), 115 (2), 117 (3), 127 (3), 133 (1), 134 (6), 

135 (8), 137 (2), 138 (8), 141 (3), 145 (2), 149 (1), 151 (1), 155 (5), 162 (5), 163 (13), 169 (2), 177 (2), 

179 (1), 189 (1), 190 (8), 191 (14), 192 (1), 207 (2), 218 (9), 219 (5), 235 (2), 250 (2). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.31 (brt, 3
JH-H=7.1 Hz, 6 H, 

2×CH2CH3), 2.36 (dpd, 3
JH-P=4.8, 4

JH-H=1.4 Hz, 3 H, =CPCH3), 3.71 (s, 3 H, CH3O), 4.03-4.12 (m, 4 H, 

2×CH2CH3), 4.22 (dpd, 4
JH-P=24.3, 3

JH-H=10.1 Hz, 1 H, CH2CH=), 5.93 (tdpq, 3
JH-H=10.1, 3

J(Z)H-P=6.3, 4
JH-

H=1.4 Hz, 1 H, CH=).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.56 (dpq, 3
JC-P=5.1 Hz, C8), 29.18 (dpq, 2

JC-P=2.2 

Hz, C5), 52.23 (q, C6), 61.98 (dpt, 2
JC-P=5.9 Hz, C7), 62.92 (t, C3), 119.77 (dpd, 2

JC-P=5.1 Hz, C2), 

127.55 (s, C1), 170.89 (s, C4). 

H.5.6.3 anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (6,8anti-Tt.6) 

Ebenso wie (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (6,8anti-Tt.5) wurde 

dessen korrespondierender Allylalkohol 6,8anti-Tt.6 aus (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal 

(2,4anti-#214) dargestellt. Dessen Synthese erfolgte ebenfalls via (2R*,4R*)-5-(Benzyloxy)-2,4-

dimethylpentanal (anti-#223). 

H.5.6.3a 1-TBSO-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)- (anti-#235) 

Die Synthese erfolgte durch 

Abwandlung der Vorschrift von 

(2EZ,4EZ,6R*,8S*)-1-TBSO-2,6,8,12-

tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-#198) 

unter Verwendung von 63 mg (0.127 mmol, 1.02 eq., 497.13 g/mol) (4-TBSO-1-methylbut-2-en-

1-yl)TPPCl (#234) und 23 mg (0.125 mmol) (2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (2,4anti-

#214). Das WITTIG-Salz wurde in 6 mL trockenem THF gelöst, mit 51 mg (0.59 mmol, 

86.85 g/mol) über P2O5 bei 80 °C im Vakuum getrocknetem LiBr versetzt und bei -50 °C mit 

80 µL (0.128 mmol, 1.02 eq.) 1.6 N n-BuLi in Hexan deprotoniert. Nach 30 min Rühren bei 0 °C 

wurde die hellorange Lösung auf -40 °C gekühlt und langsam mit dem Aldehyd #214 in 1 mL THF 

versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde 6 h bei RT gerührt und anschließend wie bei anti-#198 

beschrieben aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde in 5 mL Diethylether aufgenommen, über 1 g 

Silica filtriert, eingeengt und sofort für die Deblockierung der Hydroxyl-Gruppe verwendet.   

M [C23H46OSi] = 366.70 g/mol 

H.5.6.3b 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, (2E,4ZE,6R*,8S*,10RS)-  

  (2E,4ZE-6,8anti-#241) 

Die Li⨁-freie, (4Z)-selektive Olefinierung von 

(2R*,4S*,6RS)-2,4,6-Trimethylnonanal (2,4anti-#214) 

mit dem HWE-Phosphonat #239 zur Synthese eines 

(2E,6R*,8S*,10RS)-Isomerengemischs von 4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (2E,4Z-6,8anti-#241) erfolgte in Abwandlung der 

Synthese von TBSO-3-methylbut-2-ensäureethylester (#192). Dazu wurden 193 mg (0.77 mmol, 

2.2 eq., 250.23 g/mol) Diethyl-[(1/2E/Z)-3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-1/2-en-1-yl]-
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phosphonat (#239) in 10 mL trockenem THF gelöst und auf -90 °C gekühlt. Nach Zutropfen von 

520 µL (0.52 mmol, 1.5 eq.) NaHMDS-Lösung in (1.0 M THF) zur Deprotonierung wurde 2 h bis 

zum Erreichen von 10 °C gerührt und erneut auf -50 °C gekühlt. Die intensiv gelbe Lösung wurde 

tropfenweise mit 64 mg (0.35 mmol, 184.32 g/mol) dem Aldehyd 2,4anti-#214 versetzt und 

unter Erwärmung auf RT für 15 h gerührt. Anschließend wurde wie bei #192 aufgearbeitet und 

das Rohprodukt säulenchromatographisch über 20 g Silica mit Pethrolether 50-70 / Essigester 

mit einem Gradienten von 45:1 bis 30:1 als Eluent gereinigt. Es wurden 36 mg (0.13 mmol, 37%) 

(2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (2E,4Z-6,8anti-

#241) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 40:1) = 0.19 / 0.25. 

M [C18H32O2] = 280.45 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

Isomerenverhältnisse:  

 (2Z) : (2E) = 0 : 1 

 (4Z) : (4E) = 71 : 29 (order of elution) 

 8 (2E)-Stereomere: 8 : 36 : 5 : 22 : 3 : 5 : 12 : 9.  

 Zuordnung:   Z,s,s : Z,a,s : Z,s,a : Z,a,a : E,s,s : E,s,a + E,a,s : E,a,a  = 

  ZSSS : ZRSS : ZRRS : ZSRS : ESSS : ERRS : ERSS : ESRS (rel. Konfig)  

Die Massensprektren der acht Isomere zeigen nur sehr geringe quantitative Intensitäten-

unterschiede 

(4Z)-anti,syn-#241 (Peak #2) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (3), 41 (59), 42 (9), 43 (100, C3H7
+), 44 (4), 53 (10), 55 

(29), 56 (9), 57 (22), 59 (14), 65 (5), 67 (12), 69 (44), 70 (13), 71 (19), 77 (19), 78 (3), 79 (23), 80 (4), 

81 (9), 82 (5), 83 (14), 84 (12), 85 (14), 91 (22), 92 (3), 93 (66), 94 (16), 95 (39), 96 (4), 97 (12), 105 

(4), 107 (19), 108 (6), 109 (17), 110 (5), 111 (20), 112 (11), 114 (6), 121 (12), 122 (6), 123 (7), 125 

(30), 126 (4), 127 (54), 128 (5), 135 (5), 136 (3), 137 (5), 139 (5), 151 (4), 153 (19), 154 (8), 167 (6), 

177 (2), 195 (2), 196 (1), 197 (2), 206 (2), 209 (1), 237 (1), 249 (2, M+-MeO), 280 (1, M+).  

(4E)-anti,syn-#241 (Peak #7) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (4), 41 (58), 42 (10), 43 (100), 44 (4), 45 (2), 51 (2), 52 

(1), 53 (9), 55 (25), 56 (7), 57 (16), 58 (1), 59 (12), 65 (5), 67 (11), 68 (2), 69 (32), 70 (10), 71 (17), 72 

(1), 77 (17), 78 (3), 79 (21), 80 (4), 81 (8), 82 (4), 83 (11), 84 (10), 85 (12), 87 (1), 91 (21), 92 (3), 93 

(53), 94 (13), 95 (30), 96 (3), 97 (10), 105 (4), 107 (15), 108 (5), 109 (12), 110 (4), 111 (14), 112 (8), 

113 (2), 114 (4), 115 (1), 119 (2), 121 (10), 122 (5), 123 (5), 124 (2), 125 (25), 126 (3), 127 (36), 128 

(3), 135 (4), 137 (4), 139 (4), 140 (1), 141 (1), 149 (2), 151 (4), 152 (2), 153 (17), 154 (6), 155 (3), 156 

(1), 163 (2), 165 (2), 167 (5), 168 (2), 169 (2), 177 (2), 195 (2), 196 (2), 197 (2), 206 (2), 209 (1), 237 

(1), 249 (3, M+-MeO), 280 (1, M+).  

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. syn,syn-#241 
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H.5.6.3c 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol, (2E,4EZ,6R*,8S*,10RS)- (2E,4Z-6,8anti-Tt.6) 

a) Deblockierung von 1-TBSO-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-#235) 

Zur Spaltung des Silylethers wurde analog der Synthese von (2EZ,4EZ,6R*,8S*)-2,6,8,12-

Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (anti-Tt.2) das Rohprodukt von anti-#235 (max. 0.125 mmol) in 

3 mL THF aufgenommen und mit 20 µL Wasser und 75 mg (0.24 mmol, 2 eq., 315.52 g/mol) 

TBAF·3H2O versetzt. Das Gemisch wurde 5 h bei RT gerührt, anschließend auf 1 mL eingeengt, 

mit 2 mL Diethylether und 1 mL Pentan verdünnt und über 1 g Silica filtriert. Die Zielverbindung 

konnte im Rohprodukt mittels GC/MS nicht nachgewiesen werden.  

b) Reduktion von 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (6,8anti-#241) 

Die Darstellung von (2E,4ZE,6R*,8S*,10RS)-

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (2E,4ZE-

6,8anti-Tt.6) erfolgte durch DIBAlH-Reduktion des an 

C4 vorwiegend Z-konfigurierten Olefinierungs-

Produkts (2E,4ZE,6R*,8S*,10RS)-4,6,8,10-Tetra-methyltrideca-2,4-diensäuremethylester 

(6,8anti-#241). Dazu wurde 31 mg (0.11 mmol, 280.45 g/mol) des Esters 6,8anti-#241 unter 

Argon-Atmosphäre in 5 mL trockenem DCM gelöst und auf -80 °C gekühlt. Nun wurden 0.28 mL 

(0.28 mmol, 2.5 eq.) 1 M DIBAlH-Lösung in Heptan zugetropft. Die Reaktionslösung wurde 

60 min unter Erwärmung auf -20 °C und weitere 60 min bei RT gerührt. Anschließend wurde bei 

-20 °C mit 0.15 mL (119 mg, 3.7 mmol, 32.04 g/mol, 0.79 g/mL) Methanol in 1 mL DCM 

gequentscht. Das Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt, der Rückstand in 10 mL 

Diethylether aufgenommen und mit 5 mL eines 1:1-Gemischs aus ges. NH4Cl-Lsg. und 2 N HCl 

gerührt. Die organische Phase wurde abgetrennt, jeweils zweimal mit je 5 mL ges. NH4Cl-, 

NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Durch 

säulenchromatographische Reinigung über 15 g Silica mit Pethrolether 50-70 / Essigester mit 

einem Gradienten von 30:1 bis 15:1 als Laufmittel wurden 23 mg (0.09 mmol, 82%) Allylalkohol 

2E,4Z-6,8anti-Tt.6 als farbloses Öl erhalten. 

 

Rf (PE/EE 5:1) = 0.46 / 0.54. 

M [C17H32O] = 252.44 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

Isomerenverhältnisse:  

 (4Z) : (4E) = 61 : 39 (order of elution) 

 8 (2E)-Stereomere, 7 Peaks: 5 : 37 : 20 : 4 : 5 : 17 : 12 (order of elution). 

 Zuordnung:  Z,s,s : Z,s,a + Z,a,s : Z,a,a : E,s,s : E,s,a + E,a,s : E,a,a  = 

  ZSSS : ZRRS+ZRSS  : ZSRS : ESSS : ERRS : ERSS : ESRS (rel. Konfig) 

    (verifiziert durch Synthese von  syn,syn-Tt.6) 

Massenspektren untereinander nahezu identisch 

1
3

5 7 914 11 13

15 16 17

HO
2
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(4Z)-syn,anti-Tt.6 (Peak #2) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (3), 41 (62), 42 (8), 43 (100), 44 (4), 53 (9), 55 (42), 56 

(9), 57 (18), 65 (4), 67 (12), 69 (40), 70 (14), 71 (14), 77 (10), 79 (17), 80 (5), 81 (16), 82 (8), 83 (18), 

84 (7), 85 (7), 91 (19), 93 (18), 94 (4), 95 (48), 96 (7), 97 (17), 98 (6), 105 (7), 107 (42), 108 (10), 109 

(16), 110 (3), 111 (9), 121 (6), 123 (7), 124 (3), 125 (6), 137 (3), 139 (3), 149 (2), 151 (3), 153 (3), 163 

(2), 221 (2, M+-HOCH2), 234 (1, M+-H2O), 252 (1, M+).   

(4E)-anti,syn-Tt.6 (Peak #6) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (4), 41 (61), 42 (8), 43 (100), 44 (4), 53 (9), 55 (38), 56 

(8), 57 (17), 65 (4), 67 (11), 69 (37), 70 (12), 71 (14), 77 (9), 79 (16), 80 (6), 81 (16), 82 (7), 83 (17), 

84 (6), 85 (7), 91 (18), 93 (17), 94 (3), 95 (40), 96 (5), 97 (15), 98 (4), 105 (6), 107 (38), 108 (10), 109 

(12), 111 (7), 121 (5), 123 (5), 125 (5), 137 (2), 139 (2), 149 (2), 151 (2), 153 (2), 163 (1), 221 (2, M+-

HOCH2), 234 (1, M+-H2O), 252 (1, M+).   

NMR-spektroskopische Charakterisierung: s. syn,syn-Tt.6 
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H.5.7 Stereoselektive Synthese: 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien  (Tt.5) 

H.5.7.1 syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (syn,syn-Tt.5) 

Die Synthese des syn,syn-konfigurierten Bausteins #246 erfolgte nach der Vorschrift von 

MORI & KUWAHARA [1986a, b] ausgehend von kommerziell erhältlichem Mesitol (#242) durch 

katalytische Hydrierung an Rhodium auf Aluminiumoxid (5%) in Hexan/Methanol 4:1 unter 

Bildung von (1r,2cR*,4c,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol (#243) mit anschließender PCC-

Oxidation zu (2cR*,4r,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on (#244). Dessen Baeyer-Villiger-

Oxidation mit m-CPBA in DMC zu (3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on (#245) und 

reduktive Öffnung des Lactons mit Lithiumaluminiumhydrid in Diethylether lieferte 

(2S*,4R*,6R*)-2,4-Dimethylheptan-1,6-diol (#246) mit einer Ausbeute von 33% über vier Stufen.  

H.5.7.1a 2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol, (1r,2cR*,4c,6cS*)- (meso,cis-#243) 

Zur vollständigen Hydrierung des aromatischen Systems wurden 1.023 g 

(7.51 mmol, 136.19 g/mol) kommerziell erhältliches Mesitol (2,4,6-

Trimethylphenol, #242) in einem Gemisch aus 6 mL Hexan und 1.5 mL 

Methanol gelöst. Nach Zugabe von 91 mg (0.044 mmol Rh, 0.6mol%, MRh 

102.91 g/mol) Rh/Al2O3 5% wurde das Gemisch bei RT unter Wasserstoff-

Atmosphäre bei 175 bar für 72 h gerührt. Anschließend wurde der Katalysator über Silica 

abfiltriert und das Rohprodukt durch Kugelrohrdestillation bei 180 mbar gereinigt. Es wurden 

918 mg (6.45 mmol, 86%) (1r,2cR*,4c,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol (#243) als farblose 

Flüssigkeit erhalten. 

M [C9H18O] = 142.24 g/mol 

GC/MS (VF-1ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

6 Diastereomere, 5 Peaks:  

 Isomerenverhältnis:  0.7 : 93.5 : 1.1 : 1.0 : 3.7 (order of elution). 

Massenspektren untereinander identisch 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (40), 40 (8), 41 (77), 42 (24), 43 (71), 44 (5), 45 (9), 51 (4), 52 (1), 

53 (16), 54 (5), 55 (52), 56 (10), 57 (44), 58 (46), 59 (3), 65 (4), 67 (27), 68 (6), 69 (46), 70 (14), 71 

(100), 72 (33), 73 (2), 77 (3), 79 (5), 81 (9), 82 (19), 83 (6), 84 (45), 85 (29), 86 (1), 87 (2), 91 (2), 95 

(19), 96 (3), 97 (2), 99 (6), 100 (5), 109 (29), 110 (3), 111 (11), 123 (2), 124 (4, M+-H2O), 142 (19, 

M+), 143 (1).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.91 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 

C8), 0.96 (br.d, 2
J=12.9 Hz, 2 H, 2×CHH C3 C5), 0.99 (d, 3

J=6.9 Hz, 6 H, 2×CH3 C7 C9), 1.35 (ddd, 
2
J=12.9, 3

J=3.4, 3.4 Hz, 2 H, 2×CHH C3 C5), 1.40-1.51 (m, 1 H, CH C4), 1.53-1.63 (m, 2 H, 2×CH C2 

C6), 3.52 (t, 3J=2.4 Hz, 1 H, CHOH).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 18.62 (q, C7 C9), 22.51 (q, C8), 32.36 (d, 

C4), 36.42 (t, C3 C5), 37.16 (d, C2 C6), 74.65 (d, C1). 
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H.5.7.1b 2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on, (2cR*,4r,6cS*)- (meso,cis-#244) 

Unter Schutzgas wurden 2.359 g (16.58 mmol, 142.24 g/mol) 

(1r,2cR*,4c,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-ol (meso,cis-#243) in 60 mL 

trockenem DCM gelöst, mit 250 mg trockenem gepulvertem Molsieb 4 Å 

versetzt und auf -25 °C gekühlt. Nun wurden portionsweise 6.64 g (30.80 mmol, 

1.85 eq., 215,56 g/mol) PCC zugegeben. Das zunächst orange Gemisch wurde 

20 min bis zum Erreichen von 0 °C und danach 30 min bei RT gerührt. Anschließend wurde der 

schwarzbraune Feststoff über 10 g Silica abfiltriert und das Lösemittel wurde im Vakuum 

entfernt. Der Rückstand wurde in 20 mL Pentan / Diethylether 1:1 aufgenommen und erneut 

über 30 g Silica filtriert. Nach Säulenchromatographie zur Reinigung des Rohprodukts über 80 g 

Silica mit Petrolether 50-70 / Ethylacetat 35:1 als Laufmittel wurden 1.452 g (10.35 mmol, 62%) 

(2cR*,4r,6cS*)-2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on (meso,cis-#244) als farblose Flüssigkeit.   

Rf (PE/EE 35:1) = 0.32. 

M [C9H16O] = 140.23 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

3 Diastereomere, 3 Peaks:  

 Isomerenverhältnis:  95.8       : 1.5         : 2.7 (order of elution). 

 Zuordnung:   2c,4r,6c : 2t,4r,6t : 2c,4r,6t = 2t,4r,6c   

Massenspektren untereinander identisch 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (25), 40 (5), 41 (55), 42 (24), 43 (10), 51 (2), 53 (7), 54 (3), 

55 (53), 56 (19), 57 (3), 58 (1), 65 (2), 67 (13), 68 (3), 69 (100), 70 (30), 71 (5), 77 (1), 79 (2), 81 (2), 

82 (54), 83 (25), 84 (3), 96 (1), 97 (28), 98 (15), 99 (1), 107 (6), 111 (5), 112 (10), 125 (5, M+-Me), 

140 (25, M+), 141 (3).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.95 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CH3 

C8), 0.99 (d, 3J=6.6 Hz, 6 H, 2×CH3 C7 C9), 1.11 (br.ddd, 3J=12.6 Hz, 2 H, 2×CHH C3 C5), 1.99-2.05 (m, 

2 H, 2×CHH C3 C5), 2.03-2.11 (m, 1 H, CH C4), 2.39-2.50 (m, 2 H, 2×CH C2 C6).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.65 (q, C7 C9), 21.32 (q, C8), 32.12 (d, 

C4), 44.37 (d, C2 C6), 45.47 (t, C3 C5), 214.93 (s, C1).   

H.5.7.1c 3,5,7-Trimethyl-2-oxacycloheptan-1-on, (3R*,5R*,6S*)- (cis,cis-#245) 

Unter Schutzgas wurden 506 g (3.61 mmol, 140.23 g/mol) (2cR*,4r,6cS*)-

2,4,6-Trimethylcyclohexan-1-on (meso,cis-#244) in 40 mL trockenem DCM 

gelöst, mit 1.49 g (17.7 mmol, 4.9 eq., 84.01 g/mol) festem NaHCO3 versetzt 

und auf -20 °C gekühlt. Innerhalb von 15 min wurde eine über MgSO4 

getrocknete und über 3 g Kieselgur (Celite ®) filtrierte Lösung von 1.423 g (≙ 

996 mg, 5.77 mmol, 1.6 eq., 172.57 g/mol) m-CBPA (70% in H2O) in 25 mL 

DCM zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 24 h bei RT gerührt, wobei ein volumiger 

weißer Niederschlag ausfiel. Anschließend wurde im H2O-Bad bei 30 °C auf 10 mL eingeengt, 

mit 40 mL Diethylether verdünnt und über 10 g Silica filtriert. Das Filtrat wurde dreimal mit je 
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15 mL ges. Na2SO3-Lsg mehrere Minuten geschüttelt und dann zweimal mit je 15 mL ges. 

NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lsg gewaschen, schließlich über MgSO4 getrocknet, filtriert 

und eingeengt. Die säulenchromatographische Reinigung über 36 g Silica mit 

Petrolether / Essigester 8 : 1 als Laufmittel lieferte 383 mg (2.45 mmol, 67%) (3S*,5R*,7R*)-

3,5,7-Trimethyloxepan-2-on (3,5,7-Trimethyl-2-oxacycloheptan-1-on, cis,cis-#245) als farbloses 

Öl.   

Rf (PE/EE 10:1) = 0.26, (PE/EE 8:1) = 0.19. 

M [C9H16O2] = 156.22 g/mol 

Smp  ca. 22 °C 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (24), 40 (6), 41 (52), 42 (47), 43 (23), 44 (1), 45 (5), 51 (2), 

53 (6), 54 (3), 55 (80), 56 (20), 57 (5), 65 (1), 67 (5), 68 (4), 69 (66), 70 (100), 71 (7), 79 (2), 81 (1), 83 

(12), 84 (5), 94 (6), 95 (3), 96 (2), 97 (13), 98 (1), 111 (1), 112 (13, M+-CO2), 113 (3), 127 (0.2), 138 

(0.3, M+-H2O), 141 (1, M+-Me), 156 (0.5, M+), 157 (0.3).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.94 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CH3 

C8), 1.18 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.24-1.30 (m, 1 H, CHH C3), 1.32-1.39 / 1.76-1.83 (2m, 2 H, CH2 

C5), 1.34 (d, 3J=6.3 Hz, 3 H, CH3 C9), 1.64 (ddt, 2J=14.05, 3J=3.8, 1.8 Hz, 1 H, CHH C3), 1.80-1.93 (m, 1 

H, CH C4), 2.73 (dqd, 3J=11.5, 6.8, 1.3 Hz, 1 H, CH C2), 4.52 (dq, 3J=9.5, 6.3 Hz, 1 H, CH C6).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 18.69 (q, C7), 22.70 (q, C8), 22.79 (q, C9), 

34.91 (d, C4), 36.96 (d, C2), 40.47 (t, C3), 44.44 (t, C5), 75.05 (d, C6), 177.72 (s, C1).   

H.5.7.1d 2,4-Dimethylheptan-1,6-diol, (2S*,4R*,6R*)- (syn,syn-#246) 

Die Synthese von (2S*,4R*,6R*)-2,4-Dimethylheptan-1,6-diol 

(syn,syn-#246) erfolgte analog der Reduktion von 3-Methylhex-2-en-

1-ol (#202). Dazu wurden 3.26 g (85.9 mmol, 3.2 eq., 37.95 g/mol) 

LAH in 80 mL trockenem Diethylether suspendiert und auf -20 °C gekühlt. Innerhalb von 10 min 

wurden 4,25 g (27.20 mmol, 156.23 g/mol) (3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on (cis,cis-

#245) in 10 mL Diethylether zugetropft. Nach Rühren für 13 h bei RT wurde mit 40 mL THF 

verdünnt, auf -40 °C gekühlt und langsam mit 4 mL 2 N wässriger Natronlauge versetzt. Die 

Aufarbeitung wie für #202 beschrieben lieferte 4.010 g (25.02 mmol, 92%) des Diols syn,syn-

#246 mit einer chemischen Reinheit von 95%.  

M [C9H20O2] = 160.26 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (16), 40 (4), 41 (65), 42 (23), 43 (68), 44 (5), 45 (100), 46 (2), 53 

(6), 54 (3), 55 (70), 56 (95), 57 (35), 58 (18), 59 (7), 63 (4), 67 (15), 68 (6), 69 (78), 70 (72), 71 (23), 

72 (3), 75 (2), 81 (8), 82 (16), 83 (31), 84 (16), 85 (35), 86 (3), 95 (8), 96 (5), 97 (8), 98 (7), 99 (2), 100 

(4), 109 (18), 111 (8), 112 (13), 113 (1), 115 (0), 116 (0), 123 (1), 127 (1), 143 (0.4), 145 (1, M+-Me), 

161 (0.04).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.918 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 

C9), 0.923 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C8), 0.99 (dd, 2

J=13.8, 3
J=7.2, 7.2 Hz, 1 H, CHH C3), 1.11 (ddd, 

2
J=13.9, 3

J=9.6, 3.3 Hz, 1 H, CHH C5), 1.19 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.34 (ddd, 2

J=13.8, 3
J=6.7, 6.7 
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Hz, 1 H, CHH C3), 1.46 (ddd, 2
J=13.9, 3

J=9.4, 4.3 Hz, 1 H, CHH C5), 1.67-1.77 (m, 2 H, 2×CH C2 C4), 

3.43 / 3.49 (2dd, 2J=10.5, 3J=6.3 / 5.0 Hz, 2 H, CH2 C1), 3.90 (dqd, 3J=9.4, 6.3, 3.3 Hz, 1 H, CHOH C6).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 17.59 (q, Me C8), 20.35 (q, Me C9), 24.68 

(q, Me C7), 27.05 (d, CH C4), 33.07 (d, CH C2), 41.79 (t, CH2 C3), 46.73 (t, CH2 C5), 66.08 (d, CHOH 

C6), 68.09 (t, HOCH2 C1).    

H.5.7.1e 4,6-Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol, (2R*,4R*,6S*)-  (syn,syn-#247) 

Zur Tritylierung wurden unter Schutzgasatmosphäre 

2.715 g (16.94 mmol, 160.26 g/mol) (2S*,4R*,6R*)-2,4-

Dimethylheptan-1,6-diol (syn,syn-#246), 108 mg 

(0.88 mmol, 0.05 eq., 122.17 g/mol) DMAP als 

Katalysator und 3.5 mL (2.55 g, 25.25 mmol, 1.5 eq., 101.19 g/mol, 0.73 g/mL) frisch 

destilliertes TEA als Säurefänger in 50 mL wasserfreiem DCM gelöst und bei RT portionsweise 

mit 5.19 g (18.6 mmol, 1.1 eq., 278.77 g/mol) Tritylchlorid versetzt. Das Reaktionsgemisch 

wurde über Nacht bei RT gerührt, anschließend weitgehend eingeengt und der Rückstand in 

40 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde jeweils zweimal mit je 8 mL 

gesättigter NaHCO3-, NH4Cl- und NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und das 

Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Die Säulenchromatographie über 100 g Silica mit einem 

Gemisch von Petrolether 50-70 und Essigester mit einem Gradienten von 10:1 bis 4:1 als 

Laufmittel lieferte 5.339 g (13.26 mmol, 78%) (2R*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-(trityloxy)heptan-

2-ol (syn,syn-#247) als farbloses Öl.  

Rf (PE/EE 10:1) = 0.13. 

M [C28H34O2] =  402.58 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (1), 41 (7), 42 (1), 43 (6), 45 (16), 51 (1), 55 (7), 56 

(2), 57 (4), 69 (9), 71 (1), 77 (7), 78 (1), 83 (6), 91 (2), 99 (1), 105 (22), 106 (2), 115 (3), 123 (2), 125 

(1), 141 (3), 143 (2), 152 (1), 154 (2), 155 (1), 159 (4), 164 (2), 165 (38), 166 (7), 167 (3), 181 (1), 183 

(26), 184 (4), 202 (2), 215 (3), 226 (2), 227 (1), 228 (5), 229 (1), 239 (4), 240 (2), 241 (5), 242 (3), 243 

(100, Ph3C
+), 244 (34), 245 (5), 258 (3), 259 (12), 260 (3), 279 (0.1), 280 (0.1), 281 (0.2), 307 (0.1), 

325 (2, M+-Ph), 326 (0.5), 354 (0.1), 383 (0.1), 384 (0.2, M+-H2O), 385 (0.1), 402 (0.1, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.85 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C8), 

0.96 / 1.33 (2ddd, 2
JH-H=13.6, 3

JH-H=7.0, 7.0 / 6.9, 6.9 Hz, 2 H, CH2 C5), 0.98 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 

C9), 1.07 / 1.43 (2ddd, 2
JH-H=13.8, 3

JH-H=9.8, 3.5 / 9.3, 4.0 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.16 (d, 3
JH-H=6.3 Hz, 3 H, 

CH3 C1), 1.53-1.64 (m, 1 H, CH C4), 1.83 (tqdd, 3
JH-H=7.0, 6.8, 6.5, 5.3 Hz, 1 H, CH C6), 2.85 / 2.98 

(2dd, 2
JH-H=8.8, 3

JH-H=6.5 / 5.3 Hz, 2 H, TrOCH2 C7), 3.86 (dqd, 3
JH-H=10.0, 5.8, 3.6 Hz, 1 H, CHOH C2), 

7.20-7.25 (m, 3 H, p-arCH C14), 7.27-7.32 (m, 6 H, m-arCH C13), 7.43-7.47 (m, 6 H, o-arCH C12).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 18.45 (q, C9), 20.18 (q, C8), 24.51 (q, C1), 26.90 

(d, C4), 31.41 (d, C6), 42.37 (t, C5), 46.80 (t, C3), 65.83 (d, C2), 68.46 (t, C7), 86.25 (s, C10), 126.93 

(d, C14), 127.80 (d, C13), 128.91 (d, C12), 144.66 (s, C11).  
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H.5.7.1f 4,6-Dimethyl-2-(3’,5’-dinitrobenzoyloxy)-7-(trityloxy)heptan, (2S*,4R*,6S*)-  

  (anti,syn-#248) 

Die Konfiguration an C2 des sekundären Alkohols syn,syn-#247 wurde zur Darstellung des 

Epimeren, (2S*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-(trityloxy)heptan-2-ol (anti,syn-#247), durch 

MITSUNOBU-Reaktion invertiert. 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

3.490 g (13.30 mmol, 2.05 eq., 

262.28 g/mol) Triphenylphosphin in 

175 mL trockenem THF gelöst und auf -

20 °C abgekühlt. Nach Zutropfen von 

2.48 mL (2.55 g, 12.6 mmol, 1.95 eq., 202.21 g/mol, 1.027 g/mL) Diisopropylazodicarboxylat 

(DIAD) in 5 mL THF wurde die zunächst gelbe Lösung 60 min gerührt, wobei sie sich langsam 

entfärbte und eintrübte. Anschließend wurden 2.614 g (12.33 mmol, 1.9 eq., 212.12 g/mol) 3,5-

Dinitrobenzoesäure (3,5-DNBA) portionsweise zugegeben, wobei sich der Niederschlag auflöste. 

Nach 40 Minuten Rühren bei RT wurden langsam 2.612 g (6.49 mmol, 402.58 g/mol) 

(2R*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-TrO-heptan-2-ol (syn,syn-#247) in 5 mL Tetrahydrofuran 

zugetropft. Die Lösung wurde bei RT weitere 17 h gerührt. Das Lösungsmittel wurde 

anschließend im Vakuum entfernt und der Rückstand säulenchromatographisch über 130 g 

Kieselgel mit Petrolether 50-70 / Essigester 8:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 3.346 g 

(5.61 mmol, 86%) (2S*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-2-DNBO-7-TrO-heptan (anti,syn-#248) als 

farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 8:1) = 0.63. 

M [C35H36N2O7] =  596.68 g/mol 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 40 (6), 41 (5), 42 (1), 43 (6), 55 (10), 56 (1), 57 (5), 58 (1), 67 (1), 69 

(19), 70 (7), 71 (3), 75 (1), 77 (2), 81 (1), 82 (3), 83 (9), 84 (2), 85 (3), 91 (1), 95 (2), 97 (2), 105 (21), 

106 (1), 109 (1), 111 (3), 112 (3), 125 (1), 149 (2), 154 (1), 165 (24), 166 (3), 167 (1), 183 (23), 184 

(2), 195 (5), 215 (1), 228 (2), 239 (2), 241 (5), 242 (5), 243 (100, Ph3C
+), 244 (34), 245 (4), 258 (1), 

259 (8), 260 (1), 520 (4, M++1-Ph), 597 (3, M++1), 598 (1).  

Der Ester wurde nach massenspektrometrischer Identifizierung ohne NMR-spektroskopische 

Charakterisierung hydrolysiert.     

H.5.7.1g 4,6-Dimethyl-7-TrO-heptan-2-ol, (2S*,4R*,6S*)- (anti,syn-#247) 

Zur Verseifung des DNB-Esters wurden 3.317 g 

(5.56 mmol, 596.68 g/mol) (2S*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-

2-DNBO-7-(trityloxy)-heptan (anti,syn-#248) in einem 

Gemisch aus 30 mL Methanol und 30 mL THF gelöst 

und mit 6.5 mL einer wässrigen 2 N NaOH-Lsg versetzt, wobei sich die Lösung schnell 

bordeauxrot färbte. Nach Rühren für 45 min bei RT wurde die Lösung im Vakuum zügig auf etwa 
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halbes Volumen eingeengt, mit 60 mL Diethylether verdünnt und fünfmal mit je 20 mL ges. 

Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit ges. Natriumchlorid-Lsg. gewaschen. Nach Trocknen 

über Magnesiumsulfat wurde das Lösungsmittel im Vakuum entfernt und das Rohprodukt wie 

für (syn,syn-#247) beschrieben gereinigt. Es wurden 2.072 g (5.15 mmol, 93%) (2S*,4R*,6S*)-4,6-

Dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol (anti,syn-#247) als farbloses Öl erhalten.   

Rf (PE/EE 10:1) = 0.13, (4:1) = 0.25. 

M [C28H34O2] =  402.58 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (1), 41 (7), 42 (1), 43 (7), 45 (15), 51 (1), 55 (7), 56 

(2), 57 (4), 69 (10), 70 (1), 71 (1), 77 (9), 78 (1), 83 (8), 91 (2), 99 (2), 105 (27), 106 (2), 115 (3), 123 

(2), 125 (2), 141 (3), 143 (2), 152 (2), 154 (3), 155 (1), 159 (5), 163 (1), 164 (2), 165 (44, C13H9
+), 166 

(8), 167 (3), 181 (1), 183 (27), 184 (4), 202 (2), 215 (3), 226 (2), 227 (1), 228 (6), 229 (1), 239 (4), 240 

(2), 241 (5), 242 (3), 243 (100, Ph3C
+), 244 (33), 245 (5), 258 (3), 259 (12), 260 (3), 281 (0.3), 325 (2), 

326 (0.4), 354 (0.1), 384 (0.2, M+-H2O), 402 (0.05, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.85 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C8), 

0.94 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C9), 1.01 / 1.35 (2ddd, 2

JH-H=13.6, 3
JH-H=7.0, 7.0 / 6.9, 6.9 Hz, 2 H, CH2 

C5), 1.12 / 1.48 (2ddd, 3
JH-H=13.9, 3

JH-H=9.7, 3.5 / 9.5, 4.1 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.20 (d, 3
JH-H=6.3 Hz, 3 H, 

CH3 C1), 1.53-1.63 (m, 1 H, CH C4), 1.74 (tqdd, 3
JH-H=7.0, 6.6, 6.3, 5.0 Hz, 1 H, CH C6), 3.43 / 3.51 

(2dd, 2JH-H=10.7, 3JH-H=6.3 / 5.0 Hz, 2 H, TrOCH2 C7), 3.92 (dqd, 3JH-H=10.0, 6.0, 3.5 Hz, 1 H, CHOH C2), 

7.20-7.25 (m, 3 H, p-arCH C14), 7.27-7.31 (m, 12 H, 3× o-, m-arCH C12 C13). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.50 (q, C9) 20.44 (q, C8) 24.70 (q, C1) 27.05 (d, 

C4) 33.12 (d, C6) 41.77 (t, C5) 46.65 (t, C3) 66.05 (d, C2) 68.29 (t, C7) 82.15 (s, C10) 127.40 (d, C14) 

128.07/147.01 (2d, C12 C13), 147.01 (s, C11). 

H.5.7.1h 2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-TrO-heptan, (2S*,4R*,6S*)-  (anti,syn-#249) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.527 g 

(6.28 mmol, 402.58 g/mol) (2S*,4R*,6S*)-4,6-

Dimethyl-7-(trityloxy)heptan-2-ol (anti,syn-#247) 

und 3.0 mL (2.19 g, 21.6 mmol, 1.5 eq., 

101.19 g/mol, 0.73 g/mL) frisch destilliertes TEA als Säurefänger in 65 mL trockenem 

Dichlormethan gelöst. Bei -80 °C wurde eine Lösung von 0.73 mL (1.08 g, 9.39 mmol, 1.5 eq., 

114.55 g/mol, 1.474 g/mL) Mesylchlorid in 10 mL trockenem Dichlormethan zugetropft und die 

Reaktionslösung 1 h gerührt. Währenddessen wurden 0.3 mL (16.7 mmol) Wasser mit 1.9 g 

(22.6 mmol, 84.01 g/mol) festem Natriumhydrogencarbonat verrieben. Anschließend wurde das 

rosa gefärbte Reaktionsgemisch bei -60 °C portionsweise mit dem NaHCO3/H2O-Gemisch 

versetzt und unter Erwärmen auf RT 15 min gerührt. Anschließend wurde im Vakuum 

konzentriert, mit 30 mL Diethylether verdünnt, dann über MgSO4 getrocknet und über Silica 

filtriert. Das Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt und der Rückstand über Kieselgel mit 

Petrolether 50-70 und Essigester mit einem Mischungsgradienten von 8:1 bis 4:1 

säulenchromatographisch gereinigt. Es wurden 2.741 g (5.70 mmol, 90%) (2S*,4R*,6S*)-2-
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(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan (anti,syn-#249) als leicht 

gelbliche, viskose Flüssigkeit erhalten und sofort nach massenspektrometrischer Identifizierung 

für die Kreuzkupplung in der Folgestufe verwendet. 

Rf (PE/EE 8:1) = 0.21, (PE/EE 4:1) = 0.31. 

M [C29H36O4S] =  480.66 g/mol 

MPhy [C29H36O4S] =  480.23 g/mol 

MS (EI, 70 eV, direct): m/z (%) = 41 (4), 42 (1), 43 (3), 45 (1), 55 (6), 56 (1), 57 (1), 59 (1), 67 (1), 69 

(12), 70 (2), 77 (3), 79 (2), 82 (1), 83 (6), 84 (1), 91 (1), 99 (1), 105 (15), 106 (1), 115 (1), 123 (1), 125 

(2), 141 (2), 154 (2), 165 (21), 166 (4), 167 (1), 181 (1), 183 (19), 184 (3), 202 (1), 215 (1), 226 (1), 

228 (2), 229 (1), 237 (2), 239 (2), 240 (1), 241 (4), 242 (3), 243 (100, Ph3C
+), 244 (33), 245 (4), 258 

(4), 259 (9), 260 (2), 403 (2, M+-Ph), 404 (1), 480 (1, M+). 

MS (EI, 70 eV, FAB): m/z (%) = 165 (36), 178 (4), 183 (16), 215 (6), 243.1 (100, Ph3C
+), 244.1 (25), 

259.1 (5), 378 (1), 403 (2, M+-Ph). 

H.5.7.1i 2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, (2S*,4S*,6S*)-  (syn,syn-#250) 

Die Kupfer(I)-katalysierte Kreuzkupplung zu 

syn,syn-#250 erfolgte analog der Synthese von 

(2R*,4R*)-1-TBSO-2,4,8-trimethylnonan (anti-

#189). Dazu wurden unter Argon-Atmosphäre 

615 mg (25.3 mmol, 24.31 g/mol) Magnesium-Späne und ein Kristall Iod mit 30 mL trockenem 

THF überschichtet. Durch Zugabe von 1.40 mL (1.89 g, 15.37 mmol, 3 eq., 123.0 g/mol, 

1.35 g/mL) über NaH getrocknetem und destilliertem n-Propylbromid (#19) wurde eine 0.51 M 

GRIGNARD-Lösung dargestellt.  

Währenddessen wurden unter striktem Wasser- und Luftausschluss 2.485 g (5.17 mmol, 

480.66 g/mol) (2S*,4R*,6S*)-2-MsO-4,6-dimethyl-7-TrO-heptan (anti,syn-#249) in 30 mL THF 

gelöst und 50 mg (0.26 mmol, 0.05 eq., 190.44 g/mol) über P2O5 bei 5 mbar und 75 °C 

getrocknetes CuII zugegeben. Das Gemisch wurde auf -100 °C gekühlt, tropfenweise mit 25 mL 

(12.75 mmol, 2.5 eq.) der zuvor bereiteten n-Propylmagnesiumbromid (#20)-Lösung versetzt 

und unter sehr langsamer Erwärmung auf RT 16 h gerührt. Anschließend wurde die rot-

schwarze Lösung wie unter anti-#189 beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch an 45 g Kieselgel mit einem Petrolether 50-70 / Essigester-Gemisch 

(Gradient von 40:1 bis 4:1) gereinigt. Es wurden 895 mg (2.09 mmol, 40%) (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-

Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan (syn,syn-#250) als farbloses Öl erhalten.  

Rf (PE/EE 8:1) = 0.76. 

M [C31H40O] =  428.66 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 41 (7), 42 (2), 43 (21), 55 (5), 56 (1), 57 (9), 69 (3), 70 

(1), 71 (7), 77 (5), 83 (2), 85 (3), 91 (2), 97 (2), 105 (23), 106 (2), 111 (2), 115 (2), 152 (1), 154 (3), 
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164 (2), 165 (35), 166 (7), 167 (2), 183 (30), 184 (4), 185 (8), 186 (1), 202 (1), 215 (3), 226 (1), 227 

(1), 228 (5), 229 (1), 239 (3), 240 (1), 241 (4), 242 (2), 243 (100, Ph3C
+), 244 (35), 245 (5), 351 (2, M+-

Ph), 352 (1), 428 (0.3, M+).    

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.78 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C12), 

0.79 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C11), 0.84-0.92 / 1.16-1.24 (2m, 2 H, CH2 C5), 0.85-0.91 / 1.27-1.33 

(2m, 2 H, CH2 C3), 0.88 (t, 3JH-H=6.4 Hz, 3 H, CH3 C9), 0.94-1.00 / 1.25-1.32 (2m, 2 H, CH2 C5), 0.97 (d, 
3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.46-1.57 (m, 1 H, CH C6), 1.54-1.64 (m, 1 H, CH C4), 1.77-1.87 (m, 1 H, 

CH C2), 2.82 / 2.97 (2dd, 2
JH-H=8.7, 3

JH-H=6.69 / 5.05 Hz, 2 H, OCH2 C1), 7.21-7.26 (m, 3 H, p-arCH 

C17), 7.26-7.30 (m, 6 H, m-arCH C16), 7.45 (br.d, 3JH-H=7.6 Hz, 6 H, o-arCH C15).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.57 (q, C9), 18.83 (q, C10), 20.11 (t, C8), 20.63 

(q, C12), 20.97 (q, C11), 27.79 (d, C4), 29.94 (d, C6), 31.61 (d, C2), 39.05 (t, C7), 42.24 (t, C3), 45.55 

(t, C5), 68.62 (t, C1), 85.94 (s, C13), 126.90 (d, C17), 128.09 (d, C16), 128.96 (d, C15), 144.76 (s, 

C14).  

H.5.7.1j 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#213) 

Die Abspaltung der Trityl-Gruppe von (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-

Trimethyl-1-(trityloxy)nonan (syn,syn-#250) erfolgte durch 

Rühren von 844 mg (1.97 mmol, 428.66 g/mol) syn,syn-#250 in 

15 mL eines Lösemittelgemischs aus MeOH : THF : H2O in einem Verhältnis von 15 : 20 : 1 unter 

Katalyse durch 76 mg (0.40 mmol, 0.2 eq., 190.21 g/mol) p-Toluolsulfonsäure. Nach 2 h bei RT 

wurde durch Zugabe von 10 ml gesättigter NaHCO3-Lsg. neutralisiert, das Gemisch im Vakuum 

eingeengt und der Rückstand dreimal mit je 10 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten 

organische Extrakte wurden dreimal mit jeweils 6 mL gesättigter NaHCO3-Lösung gewaschen 

und mit 10 mL ges. NaCl-Lösung entwässert, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Nach 

säulenchromatographischer Reinigung über 40 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester im 

Verhältnis 10:1 wurden 319 mg (1.71 mmol, 87%) (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol 

(syn,syn-#213) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 8:1) = 0.13, (PE/EE 10:1) = 0.19. 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol  

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

4 Diastereomere, 3 Peaks:  

 Isomerenverhältnis:  90 : 3 : 7 (order of elution). 

Massenspektren untereinander identisch 

Enantioselektive GC/MS (6TBS-2,3diMe-β-CD, 100 °C isotherm, H2):   

(2R,4R,6R) : (2S,4S,6S) =  1 : 1   

 α  =  1:019 (tr2/tr1). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms): m/z (%) 39 (13), 40 (3), 41 (62), 42 (18), 43 (110), 44 (4), 45 (9), 53 

(5), 54 (2), 55 (86), 56 (29), 57 (100), 58 (7), 59 (9), 65 (1), 67 (5), 68 (23), 69 (70), 70 (68), 71 (56), 

72 (3), 79 (1), 81 (4), 82 (5), 83 (82), 84 (29), 85 (25), 86 (2), 95 (1), 96 (2), 97 (14), 98 (6), 99 (8), 101 

(6), 110 (2), 111 (28), 112 (6), 113 (2), 124 (1), 125 (25), 126 (11), 127 (1), 153 (1), 168 (0.4, M+-

H2O), 186 (0.1, M+).   
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.84 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C12), 

0.85-0.94 / 1.17-1.26 (2m, 2 H, CH2 C5), 0.86-0.95 / 1.26-1.35 (2m, 2 H, CH2 C3), 0.87 (d, 3
JH-H=6.8 

Hz, 3 H, CH3 C11), 0.88 (t, 3
JH-H=6.2 Hz, 3 H, CH3 C9), 0.93 (d, 3

JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C10), 0.97-1.06 / 

1.24-1.34 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.22-1.41 (m, 2 H, CH2 C8), 1.45-1.56 (m, 1 H, CH C6), 1.53-1.61 (m, 1 

H, CH C4), 1.67-1.78 (m, 1 H, CH C2), 3.38 / 3.54 (2dd, 2JH-H=10.5, 3JH-H=7.0 / 5.1 Hz, 2 H, HOCH2 C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.42 (q, C9) 17.54 (q, C10) 19.94 (t, C8) 20.43 

(q, C12) 20.92 (q, C11) 27.54 (d, C4) 29.75 (d, C6) 33.10 (d, C2) 38.84 (t, C7) 41.27 (t, C3) 45.18 (t, 

C5) 68.29 (t, C1).   

H.5.7.1k 2,4,6-Trimethylnonanal, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#214) 

Die Oxidation von 307 mg (1.65 mmol, 186.34 g/mol) 

(2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (syn,syn-#213) zum 

Aldehyd erfolgte entsprechend der Darstellung von (2RS,4RS)-

2,4,8-Trimethylnonanal (#178) in 15 mL DCM unter Verwendung von 569 mg (2.64 mmol, 

1.6 eq., 215.56 g/mol) PCC und 100 mg Molsieb 4 Å. Die Aufarbeitung und Reinigung nach 

Vorschrift #178 lieferten 219 mg (1.19 mmol, 72%) (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal 

(syn,syn-#214) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 30:1) = 0.21. 

M [C12H24O] = 184.32 g/mol  

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

4 Diastereomere,  

 Isomerenverhältnis:  89 : 4 : 5 : 3 (order of elution). 

Massenspektren untereinander identisch 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms): m/z (%) = 39 (16), 40 (3), 41 (55), 42 (13), 43 (100), 44 (3), 45 (1), 53 

(6), 54 (1), 55 (39), 56 (10), 57 (65), 58 (51), 59 (3), 65 (1), 67 (6), 68 (3), 69 (25), 70 (20), 71 (84), 72 

(9), 77 (1), 79 (2), 81 (11), 82 (5), 83 (24), 84 (6), 85 (26), 86 (2), 95 (10), 96 (6), 97 (4), 99 (3), 109 

(3), 111 (7), 113 (1), 123 (9), 124 (2), 126 (22), 127 (10), 137 (1), 141 (2), 142 (1), 151 (1), 153 (0.3), 

166 (0.2), 167 (0.2), 184 (0.1, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.84 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C12), 

0.88 (t, 3
JH-H=7.2 Hz, 3 H, CH3 C9), 0.88 (d, 3

JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C11), 0.98-1.05 (m, 2 H, CH2 C5), 

1.08 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C10), 1.08 / 1.72 (2ddd, 2

JH-H=13.8, 3
JH-H=8.3, 6.0 / 8.3, 5.5 Hz, 2 H, CH2 

C3), 1.16-1.39 (m, 2 H, CH2 C7), 1.22-1.32 (m, 2 H, CH2 C5), 1.30-1.39 (m, 2 H, CH2 C8), 1.46-1.55 (m, 

1 H, CH C6), 1.53-1.62 (m, 1 H, CH C4), 2.45 (dqdd, 3
JH-H=8.3, 6.8, 6.0, 2.5 Hz, 1 H, CH C2), 9.58 (d, 

3
JH-H=2.5 Hz, 1 H, CHO C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.39 (q, C9), 14.54 (q, C10), 20.03 (q, C12), 

20.12 (t, C8), 20.18 (q, C11), 27.62 (d, C4), 29.81 (d, C6), 38.65 (t, C3), 39.28 (t, C7), 44.39 (d, C2), 

45.20 (t, C5), 205.61 (d, C1).  
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H.5.7.1l 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-  (2E,4EZ,syn,syn-Tt.5) 

Die 4E-selektive WITTIG-Olefinierung zur Darstellung 

von syn,syn-Tt.5 erfolgte durch Modifizierung der 

Synthese von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-

Tt.1). Die Lösung des Ylids wurde bei -40 °C durch Deprotonierung von 719 mg (1.75 mmol, 

4.0 eq., 411.32 g/mol) [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid (#209) in 

20 mL THF mit 0.8 mL (1.28 mmol, 2.9 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan präpariert. 

Anschließend wurden 160 mg (1.84 mmol, 4.2 eq., 86.85 g/mol) im Ölpumpenvakuum bei 80 °C 

über P2O5 getrocknetes LiBr zugegeben und bei -40 °C langsam 81 mg (0.44 mmol, 

184.32 g/mol) (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (syn,syn-#214) in 3 mL THF zugetropft. 

Durch Aufarbeitung und Reinigung wie bei Tt.1 beschrieben wurden 73 mg (0.31 mmol, 70%) 

(2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,syn-Tt.5) als farbloses Öl 

erhalten.  

Rf (Pent) = 0.81. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

8 Diastereomere, 7 Peaks 

 Isomerenverhältnisse:  26 : 4 : 2 : 58 : 2 : 5 : 3   (order of elution, TIC) 

  24 : 2 : 1 : 65 : 1 : 4 : 3   (Spur m/z 109) 

 Zuordn. (rel. Konfig.):  ZSSS : ZRRS+ZRSS : ZSRS : ESSS : ERRS : ERSS : ESRS. 

  (4Z) : (4E) = 32 : 68   (order of elution, TIC) 

Enantioselektive GC/MS: 4 (4EZ,syn,syn)-Enantiomere (jeweils in Elutionsreihenfolge): 

Hydrodex® β-6TBDM, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 100 °C isotherm; He: 

 keine Enantiomeren-Trennung    

Lipodex® G (6M-2,3P-γ-CD), 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks, keine Enantiomeren-Trennung    

 Diastereomeren-Verhältnis:  dr (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 32 : 68   (TIC)   

Hydrodex® β-6TBDE, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung)    

 (anti,syn- bzw. syn,anti- und anti,anti-Tt.5 angetrennt)    

 Diastereomeren-Verhältnis:  dr (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 33 : 67   (TIC)   

Lipodex® E (3Bc-2.6P-γ-CD), 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung).   

 Diastereomeren-Verhältnis:  (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 33 : 67   (TIC)   

(4Z,6S*,8S*,10S*)-Tt.5   (Peak #1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS, DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (35), 42 (5), 43 (37), 53 (6), 55 (22), 

56 (4), 57 (10), 65 (5), 67 (42), 68 (3), 69 (39), 70 (6), 71 (9), 77 (9), 79 (13), 81 (20), 82 (49), 83 (11), 

84 (2), 85 (2), 91 (9), 93 (10), 94 (3), 95 (31), 96 (6), 97 (9), 98 (2), 105 (3), 107 (7), 108 (2), 109 

(100), 110 (17), 111 (8), 112 (2), 121 (2), 123 (12), 124 (5), 137 (2), 151 (5), 152 (4), 153 (5), 165 (1), 

181 (1), 193 (2), 194 (1), 221 (1), 236 (5, M+), 237 (1).    
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 / 0.82 (2d, 3
JH-H=6.6 / 6.6 Hz, 6 

H, 2× CH3 C16 C17), 0.86-0.96 / 1.10-1.21 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.87 (t, 3
JH-H=7.2 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.93 

(d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.95-1.07 / 1.20-1.32 (2m, 2 H, CH2 C7), 0.98-1.07 / 1.19-1.28 (2m, 2 

H, CH2 C11), 1.21-1.40 (m, 2 H, CH2 C12), 1.40-1.50 (m, 1 H, CH C8), 1.43-1.54 (m, 1 H, CH C10), 1.78 

(d, 4
JH-H=1.3 Hz, 3 H, CH3 C14), 1.80 (dd, 3

JH-H=6.6, 4
JH-H=1.3 Hz, 3 H, CH3 C1), 2.64-2.78 (m, 1 H, CH 

C6), 4.94 (br.d, 3
JH-H=9.6 Hz, 1 H, =CH C5), 5.68 (dq, 3

J(E)H-H=15.4, 3
JH-H=6.53 Hz, 1 H, CH= C2), 6.45 

(br.d, 3J(E)H-H=15.4 Hz, 1 H, =CH C3). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.56 (q, C13), 18.82 (q, C1), 20.18 (t, C12), 

20.57 (q, C14), 20.77 (q, C17), 20.89 (q, C16), 22.36 (q, C15), 28.03 (d, C8), 29.27 (d, C6), 29.82 (d, 

C10), 39.60 (t, C11), 45.40 (t, C7), 45.87 (t, C9), 124.96 (d, C2), 128.99 (d, C3), 131.53 (s, C4), 135.57 

(d, C5). 

(4E,6S*,8S*,10S*)-Tt.5   (Peak #4) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (7), 41 (30), 42 (4), 43 (33), 53 (5), 55 (18), 56 (3), 

57 (10), 65 (4), 67 (34), 68 (3), 69 (33), 70 (4), 71 (8), 77 (7), 79 (11), 81 (18), 82 (43), 83 (11), 84 (2), 

91 (8), 93 (8), 94 (3), 95 (28), 96 (5), 97 (8), 105 (2), 107 (6), 108 (2), 109 (100), 110 (15), 111 (8), 

123 (11), 124 (3), 137 (2), 151 (4), 152 (2), 153 (3), 205 (6), 220 (1), 236 (5, M+), 237 (1).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 6 H, 2× CH3 C16 

C17), 0.86-0.96 / 1.10-1.21 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.87 (t, 3
JH-H=7.1 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.93 (d, 3

JH-H=6.6 

Hz, 3 H, CH3 C15), 0.95-1.07 / 1.20-1.32 (2m, 2 H, CH2 C7), 0.98-1.07 / 1.19-1.28 (2m, 2 H, CH2 C11), 

1.21-1.40 (m, 2 H, CH2 C12), 1.39-1.50 (m, 1 H, CH C8), 1.43-1.55 (m, 1 H, CH C10), 1.74 (d, 4
JH-H=1.3 

Hz, 3 H, CH3 C14), 1.76 (dd, 3
JH-H=6.6, 4

JH-H=1.5 Hz, 3 H, CH3 C1), 2.50-2.64 (m, 1 H, CH C6), 5.07 

(br.d, 3
JH-H=9.6 Hz, 1 H, =CH C5), 5.56 (dq, 3

J(E)H-H=15.4, 3
JH-H=6.5 Hz, 1 H, CH= C2), 6.07 (dq, 3

J(E)H-

H=15.4, 4JH-H=1.8 Hz, 1 H, =CH C3).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.82 (q, C14), 14.56 (q, C13), 18.34 (q, C1), 

20.18 (t, C12), 20.19 (q, C17), 20.63 (q, C16), 22.02 (q, C15), 28.13 (d, C8), 29.81 (d, C10), 30.19 (d, 

C6), 39.60 (t, C11), 45.26 (t, C7), 45.93 (t, C9), 121.94 (d, C2), 132.08 (s, C4), 136.51 (d, C3), 137.23 

(d, C5).  

H.5.7.2 syn,anti-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (syn,anti-Tt.5) 

Die stereoselektive Synthese des syn,anti-Isomeren des Kohlenwasserstoffs 4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (Tt.5) erfolgte bis zur Stufe von (2R*,4R*,6S*)-4,6-Dimethyl-7-

(trityloxy)heptan-2-ol (syn,syn-#247) wie für  syn,syn-Tt.5 beschrieben. 

H.5.7.2a 2-(Methansulfonyloxy)-4,6-dimethyl-7-(trityloxy)heptan, (2R*,4R*,6S*)-   
  (syn,syn-#249) 

Analog der Darstellung des C2-Epimeren anti,syn-#249 erfolgte die Sulfonierung von 762 g 

(1.89 mmol, 402.58 g/mol) (2R*,4R*,6S*)-4,6-

Dimethyl-7-(trityloxy)heptan-2-ol (syn,syn-#247) in 

25 mL trockenem Dichlormethan mit 0.32 mL 

(472 mg, 4.12 mmol, 2.2 eq., 114.55 g/mol, 

1.474 g/mL) Mesylchlorid in 5 mL DCM bei -110 °C unter Verwendung von 1.8 mL (1.31 g, 

13.0 mmol, 7 eq., 101.19 g/mol, 0.73 g/mL) TEA. Nach Rühren für 1 h unter Erwärmung auf -
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60 °C wurde portionsweise ein Gemisch aus 0.25 mL (13.9 mmol, 18.02 g/mol) Wasser und 2.0 g 

(24.7 mmol, 81.01 g/mol) NaHCO3 zugegeben. Anschließend wurde wie für anti,syn-#249 

aufgearbeitet und säulenchromatographisch über 50 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 

(Gradient 8 : 1 bis 2 : 1) gereinigt. Es wurden 466 mg (0.97 mmol, 51%) (2R*,4R*,6S*)-2-MsO-

4,6-dimethyl-7-TrO-heptan (syn,syn-#249) als gelbliches Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 8:1) = 0.21. 

M [C29H36O4S] =  480.66 g/mol  

MPhy [C29H36O4S] =  480.23 g/mol 

MS: die EI- und FAB-massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen von anti,syn-#249. 

H.5.7.2b 2,4,6-Trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonan, (2S*,4S*,6R*)- (syn,anti-#250) 

Die Alkylierung des Mesylats syn,syn-#249 

erfolgte wie die Synthese von syn,syn-#250 nach der 

Vorschrift von (2R*,4R*)-1-TBSO-2,4,8-

trimethylnonan (anti-#189). Dazu wurden 755 mg 

(1.57 mmol, 480.66 g/mol) (2R*,4R*,6S*)-2-MsO-4,6-dimethyl-7-TrO-heptan (syn,anti-#250) in 

20 mL abs. THF unter Katalyse durch 15 mg (0.08 mmol, 0.05 eq., 190.44 g/mol) CuII mit 10 mL 

GRIGNARD-Reagenz (#19) aus 0.46 mL (621 mg, 5.05 mmol, 6.4 eq., 123.0 g/mol, 1.35 g/mL) n-

Propylbromid und 234 mg (9.63 mmol, 12 eq., 24.31 g/mol) Magnesium in THF. Unter sehr 

langsamer Erwärmung auf RT wurde 3 d gerührt und anschließend wie bei anti-#189 

beschrieben aufgearbeitet. Durch Säulenchromatographie über 50 g Silica mit Petrolether 50-

70 / Ethylacetat 20:1 wurden 249 mg (0.58 mmol, 37%) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethyl-1-

(triphenylmethyloxy)nonan (syn,anti-#250) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 20:1) = 0.56. 

M [C31H40O] =  428.66 g/mol 

MS: die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen von syn,syn-#250. 

H.5.7.2c 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6R*)- (syn,anti-#213) 

Die Hydroxy-Funktion wurde wie bei syn,syn-#213 

säurekatalytisch deblockiert. Dazu wurden 210 mg (0.49 mmol, 

428.66 g/mol) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethyl-1-(trityloxy)-

nonan (syn,anti-#250) mit 32 mg (0.17 mmol, 0.3 eq., 190.21 g/mol) p-TsOH⋅H2O in 20 mL 

Methanol für 6 h bei RT gerührt. Anschließend wurde wie oben aufgearbeitet und durch 

Säulenchromatographie über 45 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester im Verhältnis 8:1 

gereinigt. Es wurden 83 mg (0.45 mmol, 92%) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonan-1-ol 

(syn,anti-#213) als farbloses Öl erhalten. 
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Rf (PE/EE 10:1) = 0.17. 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol  

MS: die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen von syn,syn-#213. 

H.5.7.2d 2,4,6-Trimethylnonanal, (2S*,4S*,6R*)-  (syn,anti-#214) 

Entsprechend der Oxidation zu syn,syn-#214 wurden 73 mg 

(0.39 mmol, 186.34 g/mol) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonan-

1-ol (syn,anti-#213) unter Schutzgas in 10 mL DCM gelöst und 

50 mg Molsieb 4 Å zugesetzt. Bei -30 °C wurden 165 mg (0.77 mmol, 2 eq., 215.56 g/mol) PCC 

portionsweise zugegeben. Unter Erwärmung auf RT wurde 90 min gerührt und anschließend 

aufgearbeitet. Die säulenchromatographische Reinigung über 25 g Kieselgel mit Petrolether 50-

70 / Essigester 60:1 lieferte 25 mg (0.14 mmol, 36%) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonanal 

(syn,anti-#214) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 30:1) = 0.19. 

M [C12H24O] = 184.32 g/mol  

MS: die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen von syn,syn-#214. 

H.5.7.2e 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)- (syn,anti-Tt.5) 

Die WITTIG-Olefinierung erfolgte nach der Prozedur 

zur Synthese von 2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien 

(anti-Tt.1). Unter Argon-Atmosphäre wurden 203 mg 

(0.49 mmol, 3.5 eq., 411.32 g/mol) [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphonium-

bromid (#209) in 15 mL THF gelöst und bei -40 °C mit 0.25 mL (0.40 mmol, 2.9 eq.) 1.6 M n-BuLi-

Lösung in Hexan deprotoniert. Nach 60 min bei RT wurde auf -20 °C gekühlt und langsam eine 

Lösung von 25 mg (0.14 mmol, 184.32 g/mol) (2S*,4S*,6R*)-2,4,6-Trimethylnonanal (syn,anti-

#214) in 2 mL THF zugetropft. Durch Aufarbeitung wie bei Tt.1 beschrieben und Reinigung über 

10 g Silica mit Pentan als Laufmittel wurden 18 mg (0.076 mmol, 56%) (2E,4EZ,6S*,8S*,10R*)-

4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,anti-Tt.5) als farbloses Öl erhalten.  

Rf (Pent) = 0.84. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

8 Diastereomere, 7 Peaks 

 Isomerenverhältnisse:  1 : 27 : 2 : 4 : 62 : 2 : 3   (order of elution, TIC) 

                    Zuordnung:  ZSSS : ZSSR+ZSRR : ZSRS : ESSS : ESSR : ESRR : ESRS. 

  (4Z) : (4E) = 30 : 70   (order of elution, TIC) 

 Z,syn,anti coeluiert mit Peak #2a von EZ,RS,RS,RS-Tt.5 

 E,syn,anti coeluiert mit Peak #5 
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(4E,6S*,8S*,10R*)-Tt.5   (Peak #5) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (30), 42 (3), 43 (32), 44 (1), 53 (5), 55 (19), 

56 (3), 57 (9), 65 (3), 66 (1), 67 (38), 68 (3), 69 (34), 70 (4), 71 (7), 77 (7), 78 (1), 79 (11), 80 (2), 81 

(18), 82 (42), 83 (10), 84 (2), 85 (2), 91 (8), 92 (1), 93 (8), 94 (3), 95 (30), 96 (5), 97 (8), 105 (2), 107 

(6), 108 (2), 109 (100), 110 (15), 111 (7), 123 (10), 124 (3), 137 (2), 151 (4), 152 (2), 153 (3), 165 (1), 

193 (1), 221 (0.2), 236 (3, M+), 237 (1).  

H.5.7.3 anti,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien   (anti,syn-Tt.5) 

Die Route zur Darstellung von anti,syn-Tt.5 folgte bis zur Stufe von (3S*,5R*,7R*)-3,5,7-

Trimethyloxepan-2-on (cis,cis-#245)  der Synthese von syn,syn-Tt.5. 

H.5.7.3a 4,6-Dimethylnon-7-en-2-ol, (2S*,4S*,6R*)- (syn,syn-#253) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 383 mg (2.45 mmol) 

(3S*,5R*,7R*)-3,5,7-Trimethyloxepan-2-on (cis,cis-#245) in 12 mL 

trockenem Hexan gelöst und auf -90 °C gekühlt. Bei dieser 

Temperatur wurden 3.0 mL (3.0 mmol, 1.22 eq.) 1 M DIBAlH-Lsg in Heptan langsam zugetropft. 

Die Lösung wurde unterhalb von -80 °C für 1 h gerührt. Anschließend wurde zur Zerstörung 

überschüssigen Reduktionsmittels eine Mischung von 25 µL (20 mmol, 0.25 eq., 32.04 g/mol, 

0.79 g/mL) Methanol in 2 mL Hexan zugetropft und weitere 15 min gerührt.  

Währenddessen wurden 2.744 g (7.39 mmol, 3.0 eq., 371.26 g/mol) kommerzielles 

Ethyltriphenylphosphoniumbromid (#252) in 23 mL trockenem THF suspendiert und bei -50 °C 

durch Zutropfen von 4.1 mL (6.56 mmol, 2.7 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lsg in Hexan deprotoniert. Die 

intensiv orange, trübe Lösung wurde 1.5 h bis zur Erwärmung auf -20 °C gerührt und danach auf 

-70 °C gekühlt. Nun wurde die Lösung des Lactol-Aluminiums durch eine Transfernadel langsam 

in die Lösung des Ylids überführt und das Reaktionsgemisch unter Erwärmung auf RT für 18 h 

gerührt. Anschließend wurde bei 0 °C mit 80 µL (4.94 mmol, 18.02 g/mol) Wasser in 1 mL THF 

hydrolysiert, mit 15 mL Pentan verdünnt und über Celite filtriert. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 50 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 15:1 als Laufmittel 

gereinigt. Es wurden 402 mg (2.36 mmol, 96%) (2S*,4S*,6R*)-4,6-Dimethylnon-7-en-2-ol 

(syn,syn-#253) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 15:1) = 0.09. 

M [C11H22O] = 170.30 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

8 Diastereomere, 2 Peaks 

 Isomerenverhältnis:  97 : 3   (order of elution, TIC) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (23), 40 (5), 41 (100), 42 (14), 43 (35), 44 (5), 45 (82), 51 (2), 53 

(13), 54 (4), 55 (64), 56 (20), 57 (21), 58 (6), 59 (5), 65 (4), 67 (41), 68 (21), 69 (93), 70 (18), 71 (8), 
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77 (2), 79 (4), 81 (20), 82 (59), 83 (22), 84 (5), 85 (73), 86 (5), 95 (47), 96 (13), 97 (5), 109 (33), 110 

(9), 111 (3), 112 (3), 123 (21), 124 (2), 137 (8), 152 (1, M+-H2O), 155 (2, M+-Me), 170 (0.2, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CH3 C10), 

0.92 (d, 3J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C11), 1.07-1.14 / 1.17-1.26 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.18 (d, 3J=6.0 Hz, 3 H, CH3 

C1), 1.13-1.21 / 1.37-1.49 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.52-1.61 (m, 1 H, CH C4), 1.62 (dd, 3
J=6.8, 4

J=1.6 Hz, 3 

H, CH3 C9), 2.53-2.64 (m, 1 H, CH C6), 3.85-3.94 (m, 3 H, CHOH), 5.09 (ddq, 3
J=11.3, 9.5, 4

J=1.6 Hz, 1 

H, =CH C7), 5.38 (dq, 3J=11.3, 6.8 Hz, 1 H, CH= C8).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.10 (q, CH3 C9), 19.50 (q, CH3 C10), 21.86 (q, 

CH3 C11), 24.33 (q, CH3 C1), 27.51 (d, CH C4), 28.88 (d, CH C6), 45.72 (t, CH2 C5), 47.66 (t, CH2 C3), 

65.97 (d, CHOH C2), 122.46 (d, =CH C8), 137.23 (d, CH= C7).   

H.5.7.3b 4,6-Dimethylnonan-2-ol, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#254) 

Zur Hydrierung wurden 402 mg (2.36 mmol, 170.30 g/mol) 

(2S*,4S*,6R*)-4,6-Dimethylnon-7-en-2-ol (syn,syn-#253) in einem 

Gemisch aus 5 mL Methanol und 10 mL Pentan gelöst und mit 

75 mg (0.71 mmol, 0.3 eq., 105.99 g/mol) Na2CO3 und 20 mg (0.018 mmol Pd, 0.01 eq., MPd 

106.4 g/mol) Pd/C 10% vermischt. Nun wurde bei RT unter 30 bar Wasserstoff-Atmosphäre für 

4 h gerührt. Anschließend wurde der Katalysator über Silica abfiltriert und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch über 15 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 10:1 als Laufmittel 

gereinigt. Dies lieferte 380 mg (2.21 mmol, 94%) (2S*,4S*,6S*)-4,6-Dimethylnonan-2-ol (syn,syn-

#254) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 10:1) = 0.16. 

M [C11H24O] = 172.31 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

4 Diastereomere, 2 Peaks 

 Isomerenverhältnis:  99 : 1   (order of elution, TIC) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (14), 40 (3), 41 (47), 42 (17), 43 (70), 44 (8), 45 (100), 46 (2), 53 

(5), 55 (41), 56 (24), 57 (30), 58 (3), 59 (2), 67 (5), 68 (3), 69 (57), 70 (43), 71 (28), 83 (13), 84 (18), 

85 (26), 97 (3), 111 (18), 112 (14), 113 (2), 125 (0.4), 126 (1), 127 (1), 139 (0.3, M+-Pr), 154 (0.1, M+-

H2O), 157 (0.5, M+-Me). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.85 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, C11), 0.88 (d, 

3
J=7.1 Hz, 3 H, C9), 0.89 (d, 3

J=6.6 Hz, 3 H, C10), 0.94-1.01 / 1.14-1.22 (2m, 2H, CH2, C5), 0.99-1.06 / 

1.23-1.31 (2m, 2H, CH2, C7), 1.04-1.12 / 1.42-1.50 (2m, 2H, CH2, C3), 1.38-1.49 (m, 2H, CH2, C8), 

1.19 (d, 3
J=6.1 Hz, 3 H, 3 H, C1), 1.45-1.56 (m, 8 H, CH C4), 1.65-1.77 (m, 3 H, CH C6), 3.91 (m, 3 H, 

CH C2).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.55 (q, CH3 C9), 20.17 (q, CH3 C10), 20.31 (s, 

CH3 C11), 22.92 (t, CH2 C8), 24.57 (q, CH3 C1), 26.83 (d, CH C4), 29.76 (d, CH C6), 39.29 (t, CH2 C7), 

45.91 (t, CH2 C5), 46.91 (t, CH2 C3), 65.91 (s, HOCH C2).   
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H.5.7.3c 2-Mesyloxy-4,6-dimethylnonan, (2S*,4S*,6S*)- (syn,syn-#255) 

Die Mesylierung des sekundären Alkohols #254 erfolgte 

nach der Prozedur zur Synthese von 2-MsO-4,6-dimethyl-7-

TrO-heptan (anti,syn-#249). Dazu wurden 365 mg (2.12 mmol, 

172.32 g/mol) (2S*,4S*,6S*)-4,6-Dimethylnonan-2-ol (syn,syn-#254) und 0.7 mL (0.51 g, 

5.05 mmol, 2.4 eq., 101.19 g/mol, 0.73 g/mL) frisch destilliertes TEA in 20 mL trockenem DCM 

gelöst und bei -60 °C langsam 0.26 mL (0.38 g, 3.35 mmol, 1.6 eq., 114.55 g/mol, 1.474 g/mL) 

Mesylchlorid in 3 mL DCM zugetropft. Nach 90 min bei -50 °C wurde die rosa farbene Lösung mit 

einem Gemisch aus 0.1 mL (5.6 mmol, 18.02 g/mol) H2O und 1.0 g (11.9 mmol, 84.01 g/mol) 

festem NaHCO3 versetzt, wie bei #249 beschrieben aufgearbeitet und über 5 g Silica filtriert. Es 

wurden 415 mg (max. 1.66 mmol, 78%) (2S*,4S*,6S*)-2-Mesyloxy-4,6-dimethylnonan (syn,syn-

#255) als leicht gelbe, zähe Flüssigkeit erhalten. Das Rohprodukt wurde ohne weitere Reinigung 

und NMR-spektroskopische Charakterisierung für die Folgestufe verwendet. 

M [C12H26O3S] = 250.40 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (3), 41 (67), 42 (29), 43 (100), 44 (4), 45 (12), 53 (5), 54 

(2), 55 (59), 56 (32), 57 (26), 59 (7), 65 (2), 67 (5), 68 (3), 69 (73), 70 (48), 71 (25), 79 (27), 81 (3), 83 

(15), 84 (39), 85 (41), 86 (3), 95 (3), 97 (14), 98 (2), 99 (5), 110 (4), 111 (49, M+ -CH3SO3 -Pr), 112 

(16), 113 (3), 123 (13), 125 (2), 139 (1), 154 (1), 155 (1, M+-CH3SO3), 156 (0.2), 166 (0.1), 206 (0.05), 

235 (0.02).   

H.5.7.3d 2,4,6-Trimethylnonannitril, (2R*,4S*,6S*)-  (anti,syn-#256) 

Zur Kettenverlängerung durch Substitution des Mesylats mit 

Cyanid wurden 420 mg (6.45 mmol, 5 eq., 65.12 g/mol) über P2O5 

im Vakuum bei 70 °C getrocknetes KCN und 780 mg (2.95 mmol, 

2.3 eq., 264.32 g/mol) im Vakuum getrocknetes [18]Krone-6 in 10 mL trockenem DMSO gelöst. 

Nun wurden 326 mg (1.30 mmol, 250.40 g/mol) (2S*,4S*,6S*)-2-Mesyloxy-4,6-dimethylnonan 

(syn,syn-#255) in 5 mL DMSO zugegeben. Die sich goldgelb färbende Reaktionslösung wurde auf 

45 °C erwärmt und der Reaktionsfortschritt gaschromatographisch verfolgt. Nach vollständigem 

Verbrauch des Edukts nach 70 h wurde unter Kühlung auf 0 °C mit 30 mL Diethylether und 

20 mL halbgesättigter wässriger NaHCO3-Lsg. versetzt und 15 min bei RT gerührt. Die wässrige 

Phase wurde abgetrennt und dreimal mit je 15 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten 

organischen Phasen wurden je mit 12 mL dreimal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges NaCl-

Lsg gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über 5 g Silica filtriert. Die Säulenchromatographie 

über 50 g Silica mit Petrolether 50-70 / Essigester 10:1 als Laufmittel lieferte 201 mg 

(1.11 mmol, 85%) (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonannitril (anti,syn-#256) als farbloses Öl. 

Rf (PE/EE 10:1) = 0.43. 

M [C12H23N] = 181.32 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (28), 40 (7), 41 (99), 42 (29), 43 (89), 44 (6), 51 (3), 52 (4), 53 

(14), 54 (23), 55 (88), 56 (16), 57 (35), 58 (5), 65 (4), 66 (3), 67 (12), 68 (70, M+-1,3Me2Hex), 69 (68), 

70 (30), 71 (30), 72 (2), 77 (3), 79 (8), 80 (3), 81 (11), 82 (11), 83 (18), 84 (6), 85 (13), 91 (2), 93 (17), 

94 (5), 95 (20), 96 (83, M+-2MePent), 97 (98), 98 (10), 99 (2), 107 (5), 108 (3), 109 (10), 110 (87, M+-

1MeBu), 111 (21), 112 (13), 121 (12), 122 (3), 123 (3), 124 (31), 125 (4), 138 (55, M+-Pr), 139 (100), 

140 (10), 152 (50, M+-Et), 153 (7), 166 (22, M+-Me), 167 (3), 180 (2, M+-1).  

H.5.7.3e 2,4,6-Trimethylnonanal, (2R*,4S*,6S*)-  (anti,syn-#214) 

Zur Reduktion der Cyano-Gruppe von (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-

Trimethylnonannitril (anti,syn-#256) zum Aldehyd anti,syn-#214 

wurden 91 mg (0.50 mmol, 181.32 g/mol) Nitril #256 in 8 mL 

trockenem Hexan gelöst und auf -78 °C gekühlt. Innerhalb von 3 min wurden 0.55 mL 

(0.55 mmol, 1.1 eq.) 1 M DIBAlH-Lsg in Heptan zugetropft. Nach 2 h wurde auf -5 °C erwärmt, 

zur Hydrolyse des Iminoalans langsam mit 5 mL NH4Cl-gesättigter 1 N Salzsäure versetzt und 

1 h bei RT gerührt. Die organische Phase wurde abgetrennt, mit 1 v/v Diethylether verdünnt und 

jeweils mit 10 mL zweimal mit ges. NH4Cl- und einmal mit ges. NaCl-Lsg gewaschen. Die Lösung 

wurde über MgSO4 getrocknet, über 2 g Silica filtriert und eingeengt. Die 

säulenchromatographische Reinigung über 17 g Silica mit Petrolether 50-70 / Ethylacetat 35:1 

als Eluent lieferte 54 g (0.29 mmol, 58%) (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (anti,syn-#214) 

als farbloses Öl.  

Rf (PE/EE 35:1) = 0.17. 

M [C12H24O] = 184.32 g/mol  

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): Die gaschromatographische 

Retentionszeit von anti,syn-#214 ist identisch mit der von Peak #2 der drei Peaks von 2RS,4RS,6RS-

#214. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): Die massenspektrometrischen Daten und sind identisch mit denen von 

2RS,4RS,6RS-#214 bzw. syn,syn-#214. 

H.5.7.3f 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien, (2E,4EZ,6R*,8S*,10S*)- (anti,syn-Tt.5) 

Die WITTIG-Reaktion erfolgte nach der Vorschrift von 

2,6,8,12-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti-Tt.1). Unter 

Argon-Atmosphäre wurden 292 mg (0.71 mmol, 4.2 eq., 

411.32 g/mol) [(2E,1RS)-1-Methylbut-2-en-1-yl]triphenylphosphoniumbromid (#209) in 12 mL 

THF gelöst, auf -40 °C gekühlt und 0.40 mL (0.64 mmol, 3.8 eq.) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan 

zugetropft. Nach 60 min Rühren unter Erwärmung auf RT wurden bei -30 °C langsam 31 mg 

(0.17 mmol, 184.32 g/mol) (2R*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (anti,syn-#214) in 2 mL THF 

zugetropft. Nach Rühren bei RT für 12 h wurde mit 30 µL (1.7 mmol, 18.02 g/mol) Wasser in 

2 mL THF versetzt und wie bei Tt.1 aufgearbeitet. Nach säulenchromatographischer Reinigung 

über 6 g Silica mit Pentan als Laufmittel wurden 21 mg (0.089 mmol, 53%) 
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(2E,4EZ,6R*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien (anti,syn-Tt.5) als farbloses Öl 

erhalten.  

Rf (Pent) = 0.83. 

M [C17H32] = 236.44 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

 Isomerenverhältnis:   

  (4Z) : (4E) = 37 : 63   (order of elution, TIC) 

 Z,anti,syn coeluiert mit Peak #2b von EZ,RS,RS,RS-Tt.5 

 E,anti,syn coeluiert mit Peak #6 

(4E,6R*,8S*,10S*)-Tt.5    

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (7), 41 (34), 42 (4), 43 (39), 53 (7), 55 (24), 56 (3), 

57 (10), 65 (5), 67 (41), 68 (3), 69 (34), 70 (4), 71 (8), 77 (8), 79 (12), 80 (2), 81 (22), 82 (42), 83 (10), 

91 (9), 93 (9), 94 (3), 95 (30), 96 (5), 97 (8), 105 (2), 107 (7), 108 (2), 109 (100), 110 (15), 111 (7), 

123 (9), 124 (3), 137 (2), 151 (4), 152 (2), 153 (3), 165 (1), 166 (1), 193 (1), 208 (1), 221 (1), 222 (1), 

236 (4, M+), 237 (1).  

H.5.7.4 syn,syn-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol  (syn,syn-Tt.6) 

Der korrespondierende 1-Allylalkohol syn,syn-Tt.6 wurde wegen der Erfahrungen aus der 

Synthese von 6,8anti-Tt.6 via HWE-Reaktion von syn,syn-2,4,6-Trimethylnonanal (#214) mit dem 

Phosphonat #239 dargestellt. Der dafür benötigte Aldehyd syn,syn-#214 wurde wie für den 

Kohlenwasserstoff syn,syn-Tt.5 ausgehend von Mesitol (#242) via anti,syn-4,6-Dimethyl-7-TrO-

heptan-2-ol (#247) synthetisiert. 

H.5.7.4a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-  

  (2E,4EZ,syn,syn-#241) 

Die E-selektive HWE-Olefinierung erfolgte in 

Abwandlung der Synthese von 6,8anti-#241 unter 

Zusatz von Lithiumbromid: Unter Argon-

Atmosphäre wurden 254 mg (1.02 mmol, 2 eq., 

250.23 g/mol) Diethyl-[(1/2E/Z)-3-(methoxycarbonyl)-1-methylprop-1/2-en-1-yl]phosphonat 

(#239) und 443 mg (5.1 mmol, 10 eq., 86.85 g/mol) LiBr in 15 mL trockenem THF gelöst. Die 

Lösung wurde auf -90 °C gekühlt, tropfenweise mit 800 µL (0.80 mmol, 1.5 eq.) 1.0 M NaHMDS-

Lösung in THF versetzt und 1 h bei -70 °C gerührt. Dann wurden 98 mg (0.53 mmol, 184.32 

g/mol) (2S*,4S*,6S*)-2,4,6-Trimethylnonanal (syn,syn-#214) in 4 mL THF zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wurde langsam auf RT erwärmt und über Nacht gerührt. Anschließend wurde 

bei 0 °C durch Zugabe von 6 mL ges. NH4Cl-Lsg hydrolysiert und mit 20 mL Diethylether 

verdünnt. Die wässrige Phase wurde abgetrennt und zweimal mit je 5 mL Diethylether 

extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden jeweils zweimal mit je 6 mL gesättigter 

1

3 5 7 9

14

11 13

15 16 17

(S)(S)(S)
MeO

O

18



H.5 Trichogramma turkestanica – Experimenteller Teil 

 

792 

NH4Cl- und NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und 

säulenchromatographisch über 20 g Silica mit einem Gemisch aus Petrolether und Essigester im 

Verhältnis 30:1 gereinigt. Es wurden 64 mg (0.23 mmol, 48%) (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (syn,syn-#241) als farbloses Öl erhalten. 

Rf (PE/EE 40:1) = 0.28. 

M [C18H32O2] =  280.45 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

8 Diastereomere, 7 Peaks 

 Isomerenverhältnisse:  56.2 : 0.2 : 0.2 : 43.4 : 0.1 : 0.2 : 0.1   (order of elution, TIC) 

                    Zuordnung:  ZSSS+ZSSR : ZSRR : ZSRS : ESSS : ESSR : ESRR : ESRS. 

  (4Z) : (4E) = 56 : 44  (order of elution, TIC) 

 Z,syn,syn coeluiert mit Peak #1 von EZ,RS,RS,RS-#241 

 E,syn,syn coeluiert mit Peak #5  

(4E,6S*,8S*,10S*)-#241   (Peak #1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (9), 40 (3), 41 (47), 42 (8), 43 (83), 44 (3), 45 (2), 

51 (2), 52 (2), 53 (11), 54 (2), 55 (39), 56 (14), 57 (32), 58 (2), 59 (19), 65 (7), 66 (3), 67 (18), 68 (4), 

69 (63), 70 (19), 71 (26), 72 (2), 77 (26), 78 (5), 79 (31), 80 (5), 81 (11), 82 (6), 83 (16), 84 (14), 85 

(16), 86 (1), 87 (1), 91 (29), 92 (5), 93 (82), 94 (21), 95 (47), 96 (5), 97 (15), 98 (3), 99 (1), 103 (1), 

105 (6), 106 (2), 107 (28), 108 (10), 109 (25), 110 (8), 111 (32), 112 (17), 113 (3), 114 (11), 115 (2), 

119 (3), 120 (1), 121 (21), 122 (11), 123 (12), 124 (4), 125 (54), 126 (7), 127 (100), 128 (9), 129 (1), 

133 (1), 135 (8), 136 (5), 137 (7), 138 (1), 139 (7), 140 (2), 141 (2), 149 (2), 151 (5), 152 (3), 153 (25), 

154 (11), 155 (4), 156 (2), 163 (3), 164 (1), 165 (2), 166 (1), 167 (8), 168 (3), 169 (2), 177 (3), 195 (2), 

196 (2), 197 (2), 205 (1), 206 (2), 209 (1), 237 (1), 249 (2), 280 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.82 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C16), 0.87 (t, 3

JH-H=7.3 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.90-0.97 / 1.14-1.23 (2m, 2 

H, CH2 C9), 0.97 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.99-1.08 / 1.18-1.28 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.00-1.08 / 

1.23-1.32 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.24-1.36 (m, 2 H, CH2 C12), 1.37-1.43 (m, 1 H, CH C8), 1.43-1.53 (m, 1 

H, CH C10),1.85 (d, 4JH-H=1.3 Hz, 3 H, CH3 C14), 2.80-2.93 (m, 1 H, CH C6), 3.76 (s, 3 H, CH3 C18), 5.46 

(d, 3
JH-H=10.8 Hz, 1 H, =CH C5), 5.88 (dd, 3

J(E)H-H=15.6, 5
J(E,E)H-H=0.8 Hz, 1 H, CH= C2), 7.76 (br.d, 3

J(E)H-

H=15.6 Hz, 1 H, =CH C3)  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.54 (q, C13), 20.12 (q, C14), 20.21 (q, C16), 

20.37 (t, C12), 20.53 (q, C17), 21.58 (q, C15), 27.66 (d, C8), 29.78 (d, C10), 30.18 (d, C6), 39.51 (t, 

C11), 44.93 (t, C7), 45.80 (t, C9), 51.65 (q, C18), 117.79 (d, C2), 129.83 (s, C4), 141.85 (d, C3), 149.02 

(d, C5), 167.83 (s, C1). 

(4E,6S*,8S*,10S*)-#241   (Peak #5) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (11), 40 (3), 41 (59), 42 (10), 43 (104), 44 (4), 45 

(2), 51 (3), 52 (2), 53 (13), 54 (3), 55 (42), 56 (14), 57 (35), 58 (2), 59 (22), 65 (8), 66 (3), 67 (19), 68 

(4), 69 (67), 70 (19), 71 (29), 72 (2), 77 (27), 78 (5), 79 (34), 80 (5), 81 (11), 82 (6), 83 (15), 84 (12), 

85 (15), 87 (1), 91 (30), 92 (5), 93 (79), 94 (20), 95 (44), 96 (5), 97 (15), 98 (3), 103 (1), 105 (6), 106 

(2), 107 (29), 108 (10), 109 (26), 110 (7), 111 (33), 112 (18), 113 (3), 114 (11), 115 (2), 119 (3), 120 

(1), 121 (22), 122 (11), 123 (12), 124 (4), 125 (64), 126 (8), 127 (100), 128 (9), 129 (1), 133 (1), 135 

(9), 136 (5), 137 (7), 138 (1), 139 (8), 140 (2), 141 (2), 149 (3), 151 (6), 152 (3), 153 (30), 154 (12), 
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155 (3), 156 (2), 163 (3), 164 (1), 165 (2), 166 (1), 167 (8), 168 (3), 169 (2), 177 (3), 181 (1), 195 (3), 

196 (2), 197 (2), 205 (1), 206 (2), 209 (2), 237 (1), 249 (4), 280 (2, M+), 281 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.80 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.87 (t, 3
JH-H=7.3 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.88 (d, 3

JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C16), 0.90-0.97 / 1.14-1.23 (2m, 2 

H, CH2 C9), 0.97 (d, 3
JH-H=6.8 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.99-1.08 / 1.18-1.28 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.01-1.09 / 

1.28-1.37 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.24-1.36 (m, 2 H, CH2 C12), 1.37-1.43 (m, 1 H, CH C8), 1.43-1.53 (m, 1 

H, CH C10),1.79 (d, 4JH-H=1.3 Hz, 3 H, CH3 C14), 2.59-2.72 (m, 1 H, CH C6), 3.75 (s, 3 H, CH3 C18), 5.63 

(br.d, 3
JH-H=10.5 Hz, 1 H, =CH C5), 5.78 (dd, 3

J(E)H-H=15.6, 5
J(E,E)H-H=0.5 Hz, 1 H, CH= C2), 7.32 (dd, 3

JH-

H=15.6, 4JH-H=0.6 Hz, 1 H, =CH C3).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.15 (q, C14), 14.54 (q, C13), 20.19 (q, C16), 

20.37 (t, C12), 20.54 (q, C17), 21.35 (q, C15), 28.28 (d, C8), 29.78 (d, C10), 31.04 (d, C6), 39.51 (t, 

C11), 44.79 (t, C7), 45.85 (t, C9), 51.58 (q, C18), 115.18 (d, C2), 131.70 (s, C4), 146.57 (d, C3), 150.36 

(d, C5), 167.98 (s, C1).  

H.5.7.4b 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol,  (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-   (2E,4EZ,syn,syn-Tt.6) 

Die Reduktion des α,β-γ,δ-ungesättigten Esters 

zum (2E)-konfigurierten Allylalkohol erfolgte wie 

für 6,8anti-Tt.6 beschrieben: für Unter Argon-

Atmosphäre wurden 52 mg (0.19 mmol, 280.45 g/mol) (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-diensäuremethylester (syn,syn-#241) in 6 mL trockenem DCM gelöst, auf 

-80 °C abgekühlt und 0.5 mL (0.5 mmol, 2.6 eq.) 1 M DIBAlH-Lösung in Heptan zugetropft. Die 

Lösung wurde 1 h bei -30 °C und 1.5 h bei RT gerührt und bei dieser Temperatur mit 0.2 mL 

(158 mg, 4.9 mmol, 32.04 g/mol, 0.79 g/mL) Methanol in 2 mL DCM gequentscht. Das 

Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt, der Rückstand in 10 mL Diethylether aufgenommen 

und mit 5 mL eines 1:1-Gemischs aus ges. NH4Cl-Lsg. und 2 N HCl gerührt. Anschließend wurde 

die organische Phase abgetrennt, jeweils zweimal mit je 5 mL ges. NH4Cl-, NaHCO3- und einmal 

mit ges. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Die Säulenchromatographie über 

18 g Silica mit einem Gemisch von Petrolether und Ethylacetat im Verhältnis von 20:1 lieferte 

44 mg (0.17 mmol, 92%) (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol 

(syn,syn-Tt.6) als farbloses Öl.      

Rf (PE/EE 20:1) = 0.14. 

M [C17H32O] =  252.44 g/mol 

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

8 Diastereomere, 7 Peaks 

 Isomerenverhältnisse:  43.6 : 2.2 : 1.6 : 48.2 : 0.5 : 2.3 : 1.5   (order of elution, TIC) 

    Zuordn. (rel. Konfig.):  ZSSS : ZSSR+ ZSRR : ZSRS : ESSS : ESSR : ESRR : ESRS. 

  (4Z) : (4E) = 48 : 52   (order of elution, TIC) 

 Z,syn,syn coeluiert mit Peak #1 von EZ,RS,RS,RS-Tt.6 

 E,syn,syn coeluiert mit Peak #4   
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Enantioselektive GC/MS: 4 (4EZ,syn,syn)-Enantiomere (jeweils in Elutionsreihenfolge): 

Hydrodex® β-6TBDM, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; He: 

 120 °C isotherm: keine Enantiomeren-Trennung    

 100 °C isotherm: keine Enantiomeren-Trennung   

Lipodex® G (6M-2,3P-γ-CD), 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks, keine Enantiomeren-Trennung   

 Diastereomeren-Verhältnis:  (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 49 : 51   ( TIC)   

Hydrodex® β-6TBDE, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung)  

 Diastereomeren-Verhältnis:  (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 46 : 54   (TIC)   

Lipodex® E (3Bc-2.6P-γ-CD), 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung).   

(4Z,6S*,8S*,10S*)-Tt.6   (Peak #1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (53), 42 (7), 43 (100), 44 (3), 45 (3), 

51 (2), 53 (10), 54 (2), 55 (59), 56 (14), 57 (31), 58 (2), 65 (5), 66 (2), 67 (17), 68 (4), 69 (81), 70 (27), 

71 (21), 72 (1), 77 (11), 78 (2), 79 (21), 80 (7), 81 (24), 82 (13), 83 (28), 84 (11), 85 (11), 91 (23), 92 

(3), 93 (23), 94 (5), 95 (68), 96 (9), 97 (24), 98 (8), 99 (1), 105 (9), 106 (2), 107 (58), 108 (13), 109 

(25), 110 (5), 111 (16), 112 (2), 121 (8), 122 (3), 123 (13), 124 (6), 125 (11), 126 (4), 129 (2), 135 (2), 

137 (4), 138 (1), 139 (5), 140 (1), 149 (3), 150 (1), 151 (4), 152 (1), 153 (4), 163 (3), 165 (1), 167 (1), 

168 (2), 191 (1), 221 (3), 221 (3), 222 (0.5), 234 (0.4), 252 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.80 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.85 (d, 3JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C16), 0.86-0.95 / 1.11-1.21 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.88 (t, 3JH-H=7.0 Hz, 3 H, 

CH3 C13), 0.93 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.98-1.08 / 1.18-1.28 (2m, 2 H, CH2 C11), 0.91-1.03 / 

1.19-1.29 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.19-1.42 (m, 2 H, CH2 C12), 1.35-1.49 (m, 1 H, CH C8), 1.42-1.57 (m, 1 

H, CH C10), 1.82 (d, 3
JH-H=0.9 Hz, 3 H, CH3 C14), 2.66-2.78 (m, 1 H, CH C6), 4.24 (d, 3

JH-H=6.0 Hz, 2 H, 

HOCH2 C1), 5.10 (d, 3
JH-H=9.8 Hz, 1 H, =CH C5), 5.82 (dt, 3

J(E)H-H=15.6, 3
JH-H=6.0 Hz, 1 H, CH= C2), 6.66 

(d, 3J(E)H-H=15.6 Hz, 1 H, =CH C3). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.56 (q, C13), 20.16 (t, C12), 20.61 (q, C16), 

20.72 (q, C17), 20.76 (q, C14), 22.27 (q, C15), 28.03 (d, C8), 29.48 (d, C6), 29.78 (d, C10), 39.56 (t, 

C11), 45.19 (t, C7), 45.82 (t, C9), 64.22 (t, C1), 128.00 (d, C2), 129.19 (d, C3), 129.85 (s, C4), 138.67 

(d, C5). 

(4E,6S*,8S*,10S*)-Tt.6   (Peak #4) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (53), 42 (7), 43 (100), 44 (3), 45 (3), 

51 (2), 53 (10), 54 (2), 55 (58), 56 (14), 57 (32), 58 (2), 65 (5), 66 (2), 67 (16), 68 (4), 69 (79), 70 (25), 

71 (23), 72 (1), 77 (11), 78 (2), 79 (21), 80 (8), 81 (24), 82 (12), 83 (30), 84 (10), 85 (11), 91 (22), 92 

(3), 93 (22), 94 (5), 95 (67), 96 (9), 97 (26), 98 (8), 99 (1), 105 (9), 106 (2), 107 (65), 108 (16), 109 

(24), 110 (5), 111 (17), 112 (2), 113 (1), 121 (8), 122 (3), 123 (13), 124 (5), 125 (11), 126 (4), 129 (2), 

135 (2), 137 (4), 138 (1), 139 (4), 149 (3), 151 (4), 152 (1), 153 (4), 163 (3), 165 (1), 168 (1), 191 (1), 

221 (3), 252 (2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.80 (d, 3
JH-H=6.7 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.86-0.95 / 1.11-1.21 (2m, 2 H, CH2 C9), 0.87 (t, 3JH-H=7.1 Hz, 3 H, CH3 C13), 0.92 (d, 3JH-H=6.7 Hz, 3 H, 

CH3 C16), 0.93 (d, 3
JH-H=6.7 Hz, 3 H, CH3 C15), 0.98-1.08 / 1.18-1.28 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.19-1.42 

(m, 2 H, CH2 C12), 0.92-1.04 / 1.23-1.32 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.35-1.49 (m, 1 H, CH C8), 1.42-1.57 (m, 

1 H, CH C10), 1.77 (d, 4
JH-H=0.9 Hz, 3 H, CH3 C14), 2.52-2.65 (m, 1 H, CH C6), 4.20 (dd, 3

JH-H=6.2, 4
JH-
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H=0.9 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 5.22 (d, 3
JH-H=9.7 Hz, 1 H, =CH C5), 5.71 (dt, 3

J(E)H-H=15.7, 3
JH-H=6.2 Hz, 1 H, 

CH= C2), 6.25 (d, 3J(E)H-H=15.7 Hz, 1 H, =CH C3).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 13.02 (q, C14), 14.56 (q, C13), 18.99 (q, C16), 

20.16 (t, C12), 20.58 (q, C17), 21.83 (q, C15), 28.15 (d, C8), 29.78 (d, C10), 30.38 (d, C6), 39.56 (t, 

C11), 45.07 (t, C7), 45.88 (t, C9), 64.39 (t, C1), 125.08 (d, C2), 131.47 (s, C4), 137.35 (d, C3), 140.55 

(d, C5).  

H.5.7.5 Derivatisierungen von Tt.5 und Tt.6 

H.5.7.5a 4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-1-yltrifluoracetat, (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-  

  (2E,4EZ,syn,syn-#257) 

Zur Mikroderivatisierung einer Probe für 

die GC/MS-Analyse wurde etwa 1 mg 

(4 µmol, 252.44 g/mol) (2E,4EZ,6S*,8S*, 

10S*)-4,6,8,10-Tetramethyltrideca-2,4-dien-

1-ol (syn,syn-Tt.6) in 1 mL trockenem DCM gelöst und auf -20 °C gekühlt. Nun wurde eine Lösung 

von 10 µL (15 mg, 0.07 mmol, 210.03 g/mol, 1.51 g/mL) Trifluoressigsäureanhydrid in 0.2 mL 

DCM zugetropft und die Reaktionslösung 30 min bei RT gerührt. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel unter Argon bis zur Trockne entfernt und der Rückstand in 1 mL Pentan 

aufgenommen. Das Rohprodukt wurde ohne weitere Reinigung mittels enantioselektiver 

Gaschromatographie untersucht. 

M [C19H31F3O2] =  348.45 g/mol 

Enantioselektive GC/MS: 4 (4EZ,syn,syn)-Enantiomere: 

Hydrodex® β-6TBDE, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung    

 Diastereomeren-Verhältnis:  (4Z,syn,syn) : (4E,syn,syn) = 71 : 29   (order of elution, 

FID)   

Lipodex® E, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 50-2-180, He: 

 2 Peaks (keine Enantiomeren-Trennung    

MS (EI, 70 eV, GC/MS DB-5ms 30 m): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (28), 42 (3), 43 (45), 44 (2), 45 (6), 

51 (3), 53 (6), 55 (24), 56 (8), 57 (28), 65 (4), 67 (13), 68 (3), 69 (84), 70 (23), 71 (29), 77 (18), 78 (2), 

79 (27), 80 (9), 81 (12), 82 (7), 83 (19), 84 (19), 85 (25), 91 (38), 92 (4), 93 (40), 94 (5), 95 (20), 96 

(2), 97 (20), 98 (2), 105 (12), 106 (3), 107 (100), 108 (41), 109 (27), 110 (6), 111 (41), 112 (6), 119 

(1), 120 (1), 121 (12), 122 (5), 123 (7), 124 (1), 125 (1), 135 (1), 137 (1), 149 (4), 151 (6), 152 (1), 153 

(12), 154 (2), 194 (3).  
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H.5.7.5b 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol, (2S*,4S*,6S*)-  (Ozonolyse) (syn,syn-#213) 

Als Testreaktion für die Derivatisierung eines Naturextrakts 

wurde synthetisches (2E,4EZ,6S*,8S*,10S*)-4,6,8,10-

Tetramethyltrideca-2,4-dien (syn,syn-Tt.5) ozonisiert und 

reduktiv aufgearbeitet. Dazu wurden 2 mg (8 µmol, 236.44 g/mol) syn,syn-Tt.5 in einem Gemisch 

aus 1 mL DCM und 1 mL Methanol gelöst und 15 mg (0.11 mmol, 138.21 g/mol) K2CO3 zugesetzt. 

Nun wurde auf -78 °C gekühlt und unter Rühren Ozon (ca. 2% in O2) eingeleitet. Bei Blaufärbung 

der Lösung nach 15 min wurde der Ozon-Strom beendet und für 5 min Stickstoff durch das 

Reaktionsgemisch geleitet, um gelöstes Ozon auszutreiben. Anschließend wurden in der Kälte 

10 mg (0.26 mmol, 37.83 g/mol) NaBH4 zugegeben. Das Gemisch wurde unter langsamer 

Erwärmung auf RT für 5 h gerührt. Anschließend wurde bei 0 °C durch Zugabe von 2 mL ges 

NaHCO3-Lsg hydrolysiert. Das Gemisch wurde zweimal mit 2 mL Diethylether extrahiert. Die 

organischen Extrakte wurden je mit 1 mL einmal mit ges NaHCO3- und einmal mit NaCl-Lsg 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und auf 1 mL eingeengt. Das Rohprodukt wurde 

GC/MS-analytisch untersucht und enthielt die Zielverbindung 2,4,6-Trimethylnonan-1-ol (#213) 

mit einer chemischen Reinheit von 89% 

M [C12H26O] = 186.34 g/mol  

GC/MS (DB-5ms, 30 m, 0.25 mm, 0.25 µm; 60/5-10-300, He): 

Die massenspektrometrischen Daten und gaschromatographischen Retentionszeiten des 

Ozonolyse-Produkts stimmen mit den bekannten Werten von syn,syn-#213 überein. 

 

HO
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H.6 Termiten (Isoptera) 

H.6.1 Übersicht 

H.6.1.1 Liste der verwendeten Edukte 

#264 (E,E)-Farnesol 

#271 3-Brompropan-1-ol 

#274 1,3-Propandiol 

#278 (R)-(+)-Citronellal 

#172 2-Methyl-1,3-propandiol 

#285 Allylalkohol 

#193 Triethylphosphonoacetat 

#299 1,4-Butandiol 

#307 Sulcaton 

#321 1-Bromhenicosan 

#326 1,6-Hexandiol 

#86 1-Brompentan 

#356 1-Bromdecan 

#19 1-Brompropan 

#350 1-Bromdodecan 

#339 Methylmagnesiumbromid 

#344 1-Bromtetradecan 

#359 1-Bromnonan 

#88 1-Bromheptan 

#365 1-Hexadecen 

#369 Undecanal 

#373 1-Bromtridecan 

#361 Nonanal 
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H.6.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen 

Hodotermes mossambicus – Zielverbindungen  

Hm.1 (9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dien-1-ol 

Hm.2 (9E,6R)-6,10,14-Trimethylpentadeca-9,13-dienal 

Hm.3 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

Hm.4 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal 

Hm.5 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol 

Hm.6 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal 

Coptotermes formosanus - Zielverbindungen 

Cf.1 (R)- bzw. (S)-3-Methylheptacosan  

Cf.2 (R)- bzw. (S)-11-Methylheptacosan 

Cf.3 (R)- bzw. (S)-13-Methylheptacosan 

Trishomodihydrofranesol-Derivate  Hm.1 und Hm.2 

#265 Farnesal 

#266 2,3-Dihydrofarnesal 

#267 2,3-Dihydrofarnesol 

#268 (S)-Dihydrofarnesyltosylat 

#269 (S)-Dihydrofarnesylbromid 

#270 (S)-Dihydrofarnesylmagnesiumbromid 

#272 3-Brom-1-(tert-butyldimethylsilyloxy)propan 

#273 [3-(tert-Butyldimethylsilyloxy)prop-1-yl]magnesiumbromid 

#275 3-(tert-Butyldimethylsilyloxy)propan-1-ol 

#276 3-TBSO-1-(p-toluolsulfonyloxy)propan 

#277 (9E,6R)-1-TBSO-6,10,14-trimethylpentadec-9,13-dien 

Trishomotetrahydrofranesol-Derivate  Hm.3 und Hm.4 

#279 (R)-(+)-Citronellol 

#280 Citronellyltosylat 

#281 Citronellylbromid, (3R)-1-Brom-3,7-dimethyl-6-octen 

#282 [(3R)-3,7-Dimethyl-6-octen-1-yl]magnesiumbromid 

#283 3-Brom-2-methyl-1-propanol 

#284 (3-Hydroxy-2-methylpropyl)triphenylphosphoniumbromid 

#286 1-TBSO-2-propen 

#287 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal 

#288 (EZ)-5-TBSO-2-methylpenta-3-en-1-ol 

#289 5-TBSO-2-methylpentan-1-ol 

#294 1,5-Bis(trifluoracetoxy)-2-methylpentan 

#295 (4RS,8S)-1-TBSO-4,8,12-trimethyltridec-11-en 

#296 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol 

#297 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-enal 

#298 (2EZ,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester 
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Mastotermes darwiniensis und Porotermes adamsoni 

#290 5-TBSO-2-methyl-1-(p-TsO)pentan 

#291 (3R)- bzw. (RS)-1-Iod-3,7-dimethyl-6-octen 

#292 (R)-(-)- bzw. (S)-(+)-Citronellen, 3,7-Dimethylocta-1,6-dien 

Md.1 (2R)- bzw. (2S)-2-Methylpentan-1,5-diol 

Propanogenine  Hm.5 und Hm.6 

#300 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butan-1-ol 

#301 4-TBSO-butanal 

#302 (2RS,3EZ)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylhept-3-en-1-ol 

#303 (2RS)-7-TBSO-2-methylheptan-1-ol 

#304 (2RS)-7-TBSO-2-methyl-1-(p-tosyloxy)heptan 

#305 (6RS)-7-Brom-1-TBSO-6-methylheptan 

#306 [(6RS)-7-TBSO-2-methylhept-1-yl]magnesiumbromid 

#308 Sulcatol 

#309 (2RS)-2-Mesyloxy-6-methylhept-5-en 

#310 (2RS)-2-Brom-6-methylhept-5-en 

#311 [(2RS)-6-Methylhept-5-en-2-yl]magnesiumbromid 

#312 (6RS,8RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,8,12-trimethyltridec-11-en 

#313 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol 

#314 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal 

#315 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester 

Coptotermes formosanus - Methylheptacosane 

#319 (6S)- bzw. (6R)-2,6-Dimethyloct-2-en 

#320 (4R)- bzw. (4S)-4-Methylhexanal 

#322 Henicosyl-TPPBr 

#323 (3R)- bzw. (3S)-3-Methylheptacos-6-en 

#324 (3R)-1-TBSO-3,7-dimethyloct-6-en 

#325 (4R)-6-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4-methylhexanal 

#327 6-Acetoxyhexan-1-ol 

#328 6-Brom-1-acetoxyhexan 

#329 (6-Acetoxyhexyl)triphenylphosphoniumbromid 

#330 (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-TBSO-10-methyldodec-6-en 

#331 6-Bromhexan-1-ol 

#332 6-Hydroxyhexyl-TPPBr 

#333 (6EZ,10R)-12-TBSO-10-methyldodec-6-en-1-ol 

#340 (6E,3R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3-methyltridec-6-en 

#334 (3R)-1-Benzyloxy-3,7-dimethyloct-6-en 

#335 (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal 

#336 (6EZ,10R)-1-AcO-12-BnO-10-methyldodec-6-en 

#337 (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyldodec-6-en-1-ol 

#338 (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en 
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#87 n-Pentylmagnesiumbromid 

#353 (6EZ,3R)-1-BnO-3-methylheptadec-6-en 

#354 (3R)-3-Methylheptadecan-1-ol 

#355 (3R)-3-Methylheptadecanal 

#357 n-Decyl-TPPBr 

#358 (10EZ,13R)-13-Methylheptacos-10-en 

#20 n-Propylmagnesiumbromid 

#347 (3R)-1-BnO-3-methylpentadec-6-en 

#348 (3R)-3-Methylpentadecan-1-ol 

#349 (3R)-3-Methylpentadecanal 

#351 n-Dodecyl-TPPBr 

#352 (R)-13-Methylheptacos-15-en 

#341 (3R)-1-BnO-3-methyltridec-6-en 

#342 (3R)-3-Methyltridecan-1-ol 

#343 (3R)-3-Methyltridecanal 

#345 n-Tetradecyl-TPPBr 

#346 (R)-11-Methylheptacos-13-en 

#360 n-Nonyl-TPPBr 

#129 n-Heptyl-TPPBr 

#362 (S)-2-Methyldodec-3-en-1-ol 

#363 (S)-2-Methyldodecan-1-ol 

#364 (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)dodecan 

#366 1-Pentadecanol 

#367 1-Brompentadecan 

#368 n-Pentadecylmagnesiumbromid 

#370 (S)-2-Methyltetradec-3-en-1-ol 

#371 (S)-2-Methyltetradecan-1-ol 

#372 (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)tetradecan 

#374 n-Tridecylmagnesiumbromid 

Diskutierte Verbindungen 

#375 Me-JH 1-Typ-Verbindungen 

#376 in Pos.12 ungesättigtes Tetramethyltetradecadien 

#377 4,6,10,12-Tetramethyltetradeca-6,12-dien 

#378 2,4,6,8,12-Pentamethyltrideca-4,10-dien 
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H.6.2 Allgemeine Arbeitsvorschriften 

H.6.2.1 AAV 7: n-Alkyltriphenylphosphoniumbromide 

Unter Schutzgasatmosphäre werden 1 eq. frisch destilliertes n-Alkylbromid und 0.95 eq. 

Triphenylphosphin in trockenem Toluol (c ≈ 1 mmol/mL) gelöst. Die sich leicht gelblich 

färbende Lösung wird ohne Säurefänger unter Rückfluss für 24 bis 72 Stunden erhitzt. Der 

Reaktionsfortschritt wird dünnschichtchromatographisch mit EE / MeOH (4:1) oder 

DCM / MeOH (10:1) als Laufmittel und UV-Detektion verfolgt. Nach Verbrauch des Phosphins 

wird das Lösemittelvolumen im Vakuum auf ca. 1/5 reduziert und das WITTIG-Salz durch 

vorsichtige Zugabe von Diethylether (v/v Et2O : Tol > 5:1) gefällt. Der Niederschlag wird über 

einen Membranfilter abfiltriert und mehrfach mit kleinen Portionen Et2O gewaschen. Sehr fein 

fallendes Salz wird durch mehrfaches Zentrifugieren, Abdekantieren und erneutes 

Aufschlämmen mit 20 mL Et2O gereinigt. Anschließend wird das Salz bei 40 °C im 

Ölpumpenvakuum für 24 h getrocknet. 

H.6.2.2 AAV 8: WITTIG-Olefinierung mit Alkyl-TPP-bromiden 

Unter Argon-Atmosphäre werden 3 meq. n-Alkyl-TPPBr in trockenem Tetrahydrofuran 

(c ≈ 0.1 mmol/mL) suspendiert, auf -40 °C gekühlt und tropfenweise mit 2.5 eq n-Buli-Lösung 

(1.6 M in Hexan) versetzt. Das sich intensiv rotorange färbende Gemisch wird über ca. 30 min 

auf Raumtemperatur erwärmt und zu Komplettierung der Deprotonierung weitere 90 min 

gerührt. Die nun klare Lösung wird erneut auf -40 °C abgekühlt und langsam mit 1 meq. Aldehyd 

in trockenem THF (c ≈ 1 mmol/mL) versetzt, langsam auf RT erwärmt und weitere 12-24 

Stunden gerührt. Im Anschluss wird auf 0 °C abgekühlt, mit 4-5 meq. Wasser in 1-2 mL THF 

gequencht, über Magnesiumsulfat getrocknet, mit Sand versetzt und einrotiert. Der Rückstand 

wird dreimal mit Diethylether, bei der Synthese von Kohlenwasserstoffen mit Pentan, extrahiert. 

Das Rohprodukt wird säulenchromatographisch über Kieselgel, Kohlenwasserstoffe durch 

Säulenfiltration mit Pentan als Laufmittel, gereinigt.  

H.6.2.3 AAV 9: Alkylmagnesiumbromide (GRIGNARD-Reagenzien) 

Unter Argon-Atmosphäre werden ca. 5 meq. frisch gemörsertes Magnesium mit trockenem 

Lösungsmittel (THF oder Diethylether) überschichtet und mit einem Tropfen 1,2-Dibromethan 

oder einigen Kristallen Iod versetzt. Anschließend wird langsam 1 meq. frisch über NaH 

destilliertes Alkylbromid in dem verwendeten Lösungsmittel (c ≈ 1 mmol/mL) zugetropft. Dabei 

wird punktuell and der Eintropfstelle erwärmt, um die Reaktion zu starten. Bei beginnendem 

Sieden werden langsam weitere 10 v/v Lösungsmittel zugegeben. Die sich transparent grau 

färbende Reaktionslösung wird 6-12 Stunden bei Raumtemperatur über dem Magnesium 

gerührt und das GRIGNARD-Reagenz dann mit einer Kanüle über den Spänen zur sofortigen 

Verwendung abgenommen.  
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Für die Kupfer(I)-katalysierten Kreuzkupplungen zur Synthese von 11-Methylheptacosan 

(Cf.2) und 13-Methylheptacosan (Cf.3) wurden folgende GRIGNARD-Reagenzien verwendet. Diese 

wurden vor jedem Reaktionsansatz frisch nach AAV 9 aus den jeweiligen n-Alkylbromiden 

bereitet. 

1-Brompropan (#19) n-Propylmagnesiumbromid (#20) 

1-Brompentan (#86) n-Pentylmagnesiumbromid (#87) 

1-Bromtridecan (#373) n-Tridecylmagnesiumbromid (#374) 

1-Brompentadecan (#367) n-Pentadecylmagnesiumbromid (#368) 

H.6.2.4 AAV 10: Kreuzkupplung von Alkyltosylaten und -acetaten mit NORMANT-Cupraten 

Unter Argon-Atmosphäre wird 1 meq. Alkyltosylat bzw. -acetat in wasser- und 

sauerstofffreiem THF (c ≈ 0.1 mmol/mL) gelöst, mit 0.1 meq. über P2O5 im Vakuum bei 80 °C für 

ca. 12 h getrocknetem CuII versetzt und auf T < -78 °C gekühlt. Dann werden 3 meq. 

Alkylmagnesiumbromid in einer frisch bereiteten GRIGNARD-Lösung langsam zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wird sehr langsam auf RT erwärmt, wobei es sich von trübe beige nach 

tiefschwarz färbt, und dann 24-48 h gerührt. Anschließend wird auf 0 °C gekühlt und die 

Reaktionslösung in 1 v/v 0 °C kalte ges. Ammoniumchlorid-Lösung einpipettiert. Die intensiv 

blaue, wässrige Phase wird abgetrennt und zweimal mit Diethylether extrahiert. Dir vereinten 

organischen Phasen werden zweimal mit ges. NH4Cl- und je einmal mit 

Natriumhydrogencarbonat- und Natriumchlorid-Lösung gewaschen und über Magnesiumsulfat 

getrocknet. Das Lösungsmittel wird am Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch gereinigt.    

H.6.2.5 AAV 11: Oxidation von Alkoholen mit PCC zu Aldehyden 

Unter Schutzgasatmosphäre wird 1 meq. Alkohol in trockenem Dichlormethan 

(c ≈ 0.05 mmol/mL) gelöst, mit 50wt% gepulvertem, durch Ausheizen im Vakuum getrocknetem 

Molsieb 4 Å versetzt und auf -20 °C gekühlt. Dann werden unter kräftigem Rühren portionsweise 

2 meq. Pyridiniumchlorochromat (PCC) zugegeben. Das braunschwarze Gemisch wird 2 h unter 

Erwärmen auf Raumtemperatur gerührt. Anschließend wird das Lösungsmittelvolumen auf 

etwa 20% reduziert und der Rückstand mit 2 v/v Diethylether / Pentan (1:1) verdünnt. Der 

Feststoff wird mit Sand und Magnesiumsulfat zerrieben, über Silica abfiltriert und Filtrat im 

Vakuum eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über Kieselgel mit PE 35-

50 / EE als Laufmittel gereinigt. 
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H.6.3 Trishomodihydrofranesol-Derivate  Hm.1 und Hm.2 

H.6.3.1 Farnesal (#265) 

Unter Ausschluss von Luftfeuchtigkeit wurden 

4.676 g (21.03 mmol) kommerzielles (2EZ,6E)-3,7,11-

Trimethyldodeca-2,6,10-trien-1-ol (EZ,E-Farnesol, 

#264) in 50 mL trockenem DCM gelöst und ca. 500 mg gepulvertes Molekularsieb 4 Å 

hinzugefügt. Bei -10 °C wurden dann portionsweise 6.818 g (31.62 mmol) PCC zugegeben. Die 

Suspension wurde 15 Stunden bei RT gerührt. Anschließend wurde der braunschwarze 

Niederschlag mit ca. 3 g Sand zerrieben, das Lösemittelvolumen im Vakuum auf ca. 20 mL 

reduziert, dann mit v/v 1:1 Et2O verdünnt und über 100 g Silica filtriert. Das Filtrat wurde 

eingeengt und das gelbliche Rohprodukt durch Kugelrohrdestillation bei 5 mbar gereinigt. Es 

wurden 3.022 g (13.72 mmol, 65%) (2EZ,6EZ)-3,7,11-Trimethyldodeca-2,6,10-trienal (#265) als 

farbloses Öl erhalten.   

M [C15H24O] = 220.35 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 41 (60), 42 (3), 43 (8), 53 (12), 55 (14), 65 (3), 67 (13), 68 

(5), 69 (100), 70 (6), 71 (6), 77 (5), 79 (7), 80 (5), 81 (31), 82 (8), 83 (6), 84 (42), 91 (6), 93 (8), 94 (4), 

95 (10), 105 (3), 107 (5), 108 (3), 109 (8), 121 (5), 123 (4), 136 (4), 137 (5), 149 (3), 150 (1), 159 (2), 

177 (2), 205 (1), 220 (1, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.59 (br.s, 6 H, 2×CH3 C14 C15), 1.67 

(br.s., 3 H, CH3 C12), 1.95-2.00 (m, 2 H, CH2 C8), 2.01-2.09 (m, 2 H, CH2 C9), 2.17 (br.s, 3 H, CH3 C13), 

2.18-2.28 (m, 4 H, 2×CH2 C4 C5), 5.03-5.15 (m, 2 H, 2×=CH C6 C10), 5.85-5.91 (m, 1 H, =CH C2), 9.99 

(d, 3J=7.9 Hz, 1 H, CHO C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.20 (q, CH3 C14), 17.75 (q, CH3 C15), 17.82 (q, 

CH3 C13), 25.84 (q, CH3 C12), 26.76 (t, CH2 C5), 32.12 (t, CH2 C9), 39.77 (t, CH2 C8), 40.75 (t, CH2 C4), 

122.59 (d, =CH C6), 123.37 (d, CH C10), 127.58 (d, =CH C2), 131.64 (s, C11), 137.44 (s, C7), 164.03 

(s, C3), 191.44 (d, CHO C1).     

H.6.3.2 2,3-Dihydrofarnesal  (#266) 

(6EZ)-3,7,11-Trimethyldodeca-6,10-dienal 

Bei Raumtemperatur wurden 0.330 g (37.8 mmol) 

NaBH4 und 4.16 g (17.5 mmol) NiCl2*6 H2O in 36 mL 

Methanol und 6 mL Wasser zu einer schwarzen 

Suspension vermischt. Dieser wurden langsam 1.00 g (4.40 mmol) (2EZ,6EZ)-3,7,11-

Trimethyldodeca-2,6,10-trienal (#265) zugetropft. Das Gemisch wurde bei RT gerührt und der 

Reaktionsverlauf durch Mikroaufarbeitung nach 15, 18, 21, 23 und 38 h gaschromatographisch 

verfolgt. Jeweils anschließend wurden in vier Portionen weitere 3.16 (13.29 mmol) NiCl2*6 H2O 

und 840 mg (94.9 mmol) NaBH4 zugegeben. Nach 38 h wurde der Feststoff über Kieselgur 

abfiltriert und mit Methanol gewaschen. Das Filtrat wurde eingeengt, mit 20 mL Diethylether 
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aufgenommen und dreimal mit jeweils 15 mL ges. NH4Cl-Lösung, einmal mit 15 mL ges. 

NaHCO3-Lösung und einmal mit 20 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen. Die organische Phase 

wurde über Magnesiumsulfat getrocknet und eingeengt und das Rohprodukt über Kieselgel mit 

PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 477 mg (2.14 mmol, 47%) (#266) als 

farbloses Öl erhalten. 

M [C15H26O] = 222.37 g/mol 

Rf = 0.40 (PE/EE 12:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 41 (49), 43 (10), 53 (7), 55 (15), 57 (3), 67 (19), 68 (6), 69 

(100), 70 (7), 71 (3), 77 (3), 79 (6), 81 (14), 82 (4), 83 (6), 91 (3), 93 (10), 95 (7), 97 (4), 105 (3), 107 

(6), 109 (18), 121 (4), 123 (17), 124 (2), 125 (1), 133 (1), 135 (2), 137 (1), 161 (8), 162 (1), 179 (17), 

180 (2), 189 (1), 204 (1), 207 (0.5), 222 (0.4, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.97 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.20-1.46 (m, 3 H, CH C3 CH2 C4), 1.60 (br.s, 6 H, 2×CH3 C14 C15), 1.68 (d, 4
J=3.1 Hz, 3 H, CH3 C12), 

1.94-2.12 (m, 6 H, 3×CH2 C5 C8 C9), 2.23 / 2.41 (2ddd, 2
J=15.8, 3

J=8.1 / 5.6, 2.4 / 2.0 Hz, 2 H, CH2 

C2), 5.05-5.14 (m, 2 H, 2×=CH C6 C10), 9.75 (dd, 3J=2.4, 2.0 Hz, 1 H, CHO C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.13 (q, CH3 C14), 17.82 (q, CH3 C15), 20.04 (q, 

CH3 C13), 25.42 (t, CH2 C5), 25.84 (q, CH3 C12), 26.80 (t, CH2 C9), 27.93 (d, CH C3), 37.05 (t, CH2 C4), 

39.84 (t, CH2 C8), 51.14 (t, CH2 C2), 124.06 (d, =CH C6), 124.42 (d, =CH C10), 131.51 (s, C11), 135.54 

(s, C7), 203.22 (d, CHO C1).    

H.6.3.3 (6E)-2,3-Dihydrofarnesol  (#267) 

(3RS,6E)-3,7,11-Trimethyldodeca-6,10-dien-1-ol 

H.6.3.3a Reduktion mit Nickelborid (Nickelchlorid Natriumborhydrid) 

Eine Lösung von 477 mg (2.14 mmol) (6EZ)-

3,7,11-Trimethyldodeca-6,10-dienal (#266)  in 15 mL 

Methanol wurden bei -20 °C portionsweise mit 89 mg 

(2.36 mmol) NaBH4 versetzt. Die Reduktion wurde nach 40 min bei -10 °C durch Zugabe von 

50 µL Wasser in 2 mL Methanol gestoppt. Anschließend wurde das Gemisch eingeengt, der 

Rückstand mit 15 mL Diethylether aufgenommen und 10 min mit 10 mL ges. NH4Cl-Lösung 

gerührt. Nach Trennen der Phasen wurde die organische Phase dreimal mit je 10 mL ges. NH4Cl-, 

einmal mit 10 mL NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 

getrocknet, filtriert und eingeengt. Es wurden 340 mg (1.51 mmol, 71%) (#267) als farbloses Öl 

erhalten. 

M [C15H28O] = 224.38 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (58), 42 (4), 43 (17), 53 (9), 55 (25), 56 (3), 57 (8), 67 (24), 

68 (11), 69 (100), 70 (8), 71 (5), 77 (4), 79 (9), 80 (3), 81 (69), 82 (13), 83 (5), 85 (6), 91 (4), 93 (6), 95 

(32), 96 (4), 99 (11), 107 (5), 109 (12), 121 (4), 123 (33), 124 (4), 135 (2), 137 (2), 139 (1), 149 (1), 

163 (10), 164 (1), 180 (1), 181 (15), 182 (2), 209 (1), 224 (0.5, M+). 

OH

1

2
3

4

5

6
7

8

9

10
11

12

131415



Trishomodihydrofranesol-Derivate  Hm.1 und Hm.2 H.6.3 

 

805 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.91 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.16-1.23 / 1.31-1.39 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.35-1.44 / 1.59-1.66 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.53-1.61 (m, 1 H, 

CH C3), 1.60 (br.s, 6 H, 2×CH3 C14 C15), 1.68 (d, 4
J=0.6 Hz, 3 H, CH3 C12), 1.91-2.03 (m, 2 H, CH2 C5), 

1.95-2.00 (m, 2 H, CH2 C8), 2.03-2.10 (m, 2 H, CH2 C9),  3.63-3.74 (m, 2 H, CH2O C1), 5.06-5.13 (m, 2 

H, 2×=CH C6 C10).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.11 (q, CH3 C14), 17.83 (q, CH3 C15), 19.71 (q, 

CH3 C13), 25.49 (t, CH2 C5), 25.85 (q, CH3 C12), 26.86 (t, CH2 C9), 29.33 (d, CH C3), 37.33 (t, CH2 C4), 

39.88 (t, CH2 C8), 40.08 (t, CH2 C2), 61.40 (t, CH2O C1), 124.51 (d, =CH C10), 124.73 (d, =CH C6), 

131.45 (s, C= C11), 135.04 (s, C= C7).   

H.6.3.3b Enantioselektive katalytische Hydrierung 

(3S)-2,3-Dihydrofarnesol (S-#267):  

Optisch aktives 2,3-Dihydrofarnesol wurde durch 

homogen-katalysierte Hydrierung mit Hilfe eines 

NOYORI-Typ-Katalysators erhalten. Zur Synthese von 

(3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (#267) wurden 724 mg (3.256 mmol) kommerziell erhältliches 

(E,E)-Farnesol (#264) und 12 mg (0.013 mmol) bzw. (R)-(+)-Chloro[2,2‘-

bis(diphenylphosphino)-1,1‘-binaphthyl](p-cymol)ruthenium(II)chlorid (RuCl[(R)-BINAP)(p-

cymene)]Cl) in 6 mL trockenem Methanol gelöst und bei Raumtemperatur unter Wasserstoff-

Atmosphäre bei 170 bar für 4 h hydriert. Anschließend wurde das Lösemittel im Vakuum 

entfernt und der Rückstand in PE 35-50 : EE (10:1) aufgenommen. Nach Säulenfiltration über 5 g 

Kieselgel wurden 688 mg (3.066 mmol, 94%) (3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (#267) mit einer 

chemischen Reinheit >99% (GC) als farbloses Öl erhalten. 

Spezifische Drehung:  = -5.3  

(3S)-2,3-Dihydrofarnesol (S-#267):  

(3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (#267) wurde mit 

dem (S)-(-)-Enantiomer des Katalysators erhalten. 

Die Hydrierung von 1.990 g (8.94 mmol) (E,E)-

Farnesol (#264) mit 30 mg (0.032 mmol) RuCl[(S)-BINAP)(p-cymene)]Cl in 6 mL Methanol bei 

170 bar lieferte nach 2 h 1.909 g (8.51 mmol, 95%) (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (#267) als 

farbloses Öl. 

Spezifische Drehung:  = +5.1  

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopischen Daten sind unter der 

Synthesevorschrift für rac-#267 aufgelistet. 

Die synthetischen Enantiomere konnten mittels enantioselektiver GC nicht 

grundliniengetrennt werden. Die besten Ergebnisse wurden mit einer 6TBS-2,3Me2-βCD-Phase 

(25 m) bei einer Ofentemperatur von 140 °C isotherm erzielt: α = 1.009 (trS/trR). Sowohl für 
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synthetisches (3R,6E)- als auch für synthetisches (3R,6E)-2,3-Dihydrofarnesol (#267) wurde auf 

diese Weise ein Enantiomerenüberschuss von ee ≫ 95% bestimmt. 

H.6.3.4 (3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesyltosylat  (#268) 

(3S,6E)-3,7,11-Trimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)dodeca-6,10-dien 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 

702 mg (3.13 mmol) (3S,6E)-

Dihydrofarnesol (#267) in 20 mL 

wasserfreiem Dichlormethan gelöst, mit 

23 mg (0.19 mmol, 0.06 eq.) N,N-Dimethylaminopyridin (DMAP) und 0.65 mL (0.475 g, 

4.69 mmol, 1.5 eq.) frisch destilliertem Triethylamin (TEA) versetzt und auf -10 °C gekühlt. Dann 

wurden im Stickstoff-Strom 714 mg (3.74 mmol, 1.2 eq.) para-Toluolsulfonsäurechlorid (p-TsCl) 

portionsweise zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde 6 h bei Raumtemperatur gerührt. 

Anschließend wurde das Lösungsmittel abgezogen und der Rückstand in 15 mL Diethylether 

aufgenommen, Die Ether-Phase wurde dreimal mit je 6 mL gesättigter NaHCO3-Lösung und 

einmal mit 6 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet, über Kieselgur filtriert 

und eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch mit einem Gemisch von 

Petrolether 35-50 und Ethylacetat im Verhältnis von 20:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 

1.007 g (2.66 mmol, 85%) (3S,6E)-3,7,11-Trimethyl-1-pTsO-dodeca-6,10-dien (#268) als 

farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C22H34O3S] = 378.57 g/mol 

Rf = 0.25 (PE/EE 10:1) 

Rf = 0.17 (PE/EE 20:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (57), 42 (4), 43 (9), 53 (9), 55 (24), 56 (3), 57 (8), 65 (12), 

67 (39), 68 (27), 69 (100), 70 (10), 77 (5), 79 (13), 80 (5), 81 (79), 82 (20), 83 (5), 91 (35, C7H7
+), 92 

(5), 93 (14), 94 (7), 95 (47), 96 (8), 107 (15), 108 (5), 109 (28), 110 (4), 121 (25), 122 (8), 123 (46), 

124 (6), 135 (7), 136 (4), 137 (9), 149 (6), 155 (7), 163 (33), 164 (5), 173 (3), 191 (3), 207 (2), 335 

(20), 336 (4), 337 (1), 363 (0.5, M+-Me), 378 (0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.82 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.05-1.16 / 1.18-1.30 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.38-1.49 / 1.64-1.73 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.48-1.57 (m, 1 H, 

CH C3), 1.56 (br.s, 3 H, CH3 C14), 1.60 (br.s, 3 H, CH3 C15), 1.67 (d, 4
J=1.3 Hz, 3 H, CH3 C12), 1.83-

2.00 (m, 2 H, CH2 C5), 1.93-1.99 (m, 2 H, CH2 C8), 2.00-2.09 (m, 2 H, CH2 C9), 2.45 (s, 3 H, CH3Ph), 

4.01-4.12 (m, 2 H, CH2O), 5.04 (tq, 3
J=7.0, 4

J=1.3 Hz, 1 H, =CH C6), 5.08 (tqq, 3
J=6.8, 4

J=1.3, 1.3 Hz, 1 

H, =CH C10), 7.34 (br.d, 3J=8.3 Hz, 2 H, 2×CH m-arCH), 7.79 (br.d, 3J=8.3 Hz, 2 H, 2×CH o-arCH).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.09 (q, CH3 C14), 17.83 (q, CH3 C15), 19.24 (q, 

CH3 C13), 21.76 (q, CH3Ph), 25.32 (t, CH2 C5), 25.83 (q, CH3 C12), 26.87 (t, CH2 C9), 29.11 (d, CH C3), 

35.83 (t, CH2 C2), 36.86 (t, CH2 C4), 39.87 (t, CH2 C8), 69.21 (t, CH2O C1), 124.35 (d, =CH C6), 124.48 

(d, =CH C10), 128.04 (d, o-arC17), 129.94 (d, m-arC18), 131.46 (s, C= C11), 133.51 (s, arC16), 135.26 

(s, C= C7), 144.74 (s, arC19).    
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H.6.3.5 (3S)-Dihydrofarnesylbromid  (#269) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 227 mg 

(0.60 mmol) (3S,6E)-3,7,11-trimethyl-1-(p-tosyloxy)-

dodeca-6,10-dien (#268) in 10 mL trockenem Aceton 

gelöst und bei 0 °C portionsweise mit 251 mg (2.40 mmol) Lithiumbromid versetzt. Die 

Reaktionslösung wurde 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand in 10 mL Diethylether 

aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 4 mL dreimal mit ges. 

Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit ges. Natriumchlorid-Lösung gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt säulenchromatographisch über 5 g 

Kieselgel mit PE 35-50 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 164 mg (0.57 mmol, 95%) (3S,6E)-1-

Brom-3,7,11-trimethyldodeca-6,10-dien (#269) farblose Flüssigkeit erhalten und nach 

massenspektrometrischer Identifizierung (GC/MS) ohne weitere Charakterisierung für die 

Folgestufe verwendet. 

M [C15H27Br] = 287.28 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (36), 43 (3), 53 (5), 55 (19), 67 (14), 68 (11), 69 (100), 70 

(7), 79 (4), 81 (26), 82 (5), 83 (7), 95 (21), 109 (7), 123 (37), 124 (5), 135 (1), 137 (3), 161 (4), 163 (6), 

187 (1), 189 (0), 243 (5), 244 (1), 245 (5), 246 (1), 271 (1), 273 (1), 286 (1, 79
Br M

+), 288 (1, 81
Br M

+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.14-1.23 / 1.31-1.40 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.60 (br.s, 6 H, 2×CH3 C14 C15), 1.62-1.69 (m, 1 H, CH C3), 

1.65-1.73 / 1.84-1.94 (2m, 2H, CH2 C2), 1.68 (s, 3 H, CH3 C12), 1.94-2.01 (m, 2 H, CH2 C8), 1.95-2.03 

/ 2.03-2.10 (2m, 4 H, 2×CH2 C5 C9), 3.37-3.43 / 3.43-3.49 (2m, 2 H, CH2Br C1), 5.07-5.13 (m, 2 H, 

2×=CH C6 C10).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 16.14 (q, CH3 C14), 17.84 (q, CH3 C15), 19.03 (q, 

CH3 C13), 25.35 (t, CH2 C5), 25.86 (q, CH3 C12), 26.86 (t, CH2 C9) 31.48 (d, CH C3), 32.26 (t, CH2Br 

C1), 36.66 (t, CH2 C4), 39.88 (t, CH2 C8), 40.15 (t, CH2 C2), 124.46 / 124.49 (2d, 2×=CH C6 C10), 

131.47 (s, C11), 135.26 (s, C7).  

H.6.3.6 3-Brom-1-(tert-butyldimethylsilyoxy)propan  (#272) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 2.669 g (19.20 mmol) 3-

Brompropan-1-ol (#271), 4.00 mL (28.86 mmol) TEA und 25 mg 

(0.205 mmol) DMAP in 25 mL trockenem DCM gelöst und auf 0 °C 

gekühlt. Dann wurden 3.46 g (22,95 mmol) tert-Butyldimethylsilylchlorid in 5 mL trockenem 

DCM langsam zugetropft, wobei ein weißer Niederschlag ausfiel. Das Gemisch wurde 18 h bei RT 

gerührt, anschließend mit 5 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt und eingeengt. Der Rückstand mit 

25 mL Diethylether aufgenommen, die wässrige Phase abgetrennt und einmal mit 10 mL Et2O 

extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden mit je 5 mL dreimal mit ges. NaHCO3- und 

einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. 

Das Rohrprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei 75 mbar gereinigt. Es wurden 3.096 g 
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(12.22 mmol, 64%) 3-Brom-1-(tert-butyldimethylsilyoxy)propan (#272) als farbloses Öl 

erhalten. 

M [C9H21OSiBr] = 253.26 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 41 (18), 43 (8), 45 (14), 47 (9), 57 (16), 58 (10), 59 (15), 61 

(3), 73 (26), 75 (15), 85 (6), 89 (5), 99 (7), 101 (3), 109 (3), 115 (65), 116 (7), 137 (100, 79
Br M

+
-

TBDMS), 138 (9), 139 (99), 140 (7), 141 (5), 153 (6), 155 (6), 167 (67, 79Br(CH2)3SiH2
+), 168 (6), 169 

(66), 170 (5), 195 (51, 79
Br M

+
-tBu), 196 (5), 197 (50), 198 (5), 199 (2), 209 (1), 211 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.89 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 2.03 (tt, 3J=6.5, 5.7 Hz, 2 H, CH2 C2), 3.51 (t, 3J=6.5 Hz, 2 H, BrCH2 C3), 3.73 (t, 3J=5.7 Hz, 2 

H, CH2OSi C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (100.6 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.24 (q, Si(CH3)2), 18.44 (s, SiC(CH3)3)), 26.05 

(q, SiC(CH3)3)), 30.83 (t, BrCH2 C3), 35.69 (t, CH2 C2), 60.57 (t, CH2OSi C1).   

H.6.3.7 3-(tert-Butyldimethylsilyoxy)propan-1-ol  (#275) 

Zur Monosilylierung wurden 2.33 g (31.6 mmol) Propan-1,3-diol 

(#274) unter Argon-Atmosphäre in 30 mL trockenem THF gelöst und 

bei -40 °C durch Zutropfen von 19.2 mL (30.7 mmol) 1.6 M n-

Butyllithium-Lösung in Hexan deprotoniert. Die Reaktionslösung wurde unter Erwärmen auf RT 

für 2 h gerührt und anschließend auf 0 °C gekühlt. Dann wurden 4.63 g (30.7 mmol) tert-

Butyldimethylsilylchlorid in 5 mL trockenem THF langsam zugetropft. Das leicht trübe Gemisch 

wurde 16 h bei RT gerührt, dann auf 0 °C gekühlt und mit 4 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt. 

Die wässrige Phase wurde abgetrennt und zweimal mit 5 mL Et2O extrahiert. Die organische 

Phase wurde auf ein ¼ des Volumens eingeengt, mit den Extrakten verdünnt und dreimal je 

6 mL mit ges. Ammoniumchlorid-, ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 

getrocknet, filtriert und eingeengt. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei ca. 

100 mbar gereinigt. Es wurden 5.182 g (27.22 mmol, 86%) 3-(tert-

Butyldimethylsilyoxy)propan-1-ol (#275) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C9H22O2Si] =  190.36 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (4), 43 (3), 45 (8), 47 (5), 57 (2), 58 (2), 59 (5), 60 (1), 61 

(3), 73 (9), 74 (2), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (5), 87 (3), 89 (2), 91 (3), 101 (1), 105 (34), 106 (3), 

107 (1), 115 (2), 117 (1), 133 (11, M+-tBu), 134 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.90 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.78 (tt, 3J=5.6, 5.3 Hz, 2 H, CH2 C2), 3.79 (2t, 3J=5.3 / 5.5 Hz, 4 H, 2×CH2 C1 C3).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.35 (q, Si(CH3)2), 18.33 (s, SiC(CH3)3), 26.02 (q, 

SiC(CH3)3), 34.39 (t, CH2 C2), 62.55 / 63.02 (2t, 2×CH2 C1 C3).  
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H.6.3.8 3-(tert-Butyldimethylsilyoxy)-1-(p-toluolsulfonyloxy)propan  (#276) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 1.67 g (8.78 mmol) 

3-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-1-propanol (#275), 

1.83 mL (13.17 mmol) Triethylamin und 55 mg 

(0.44 mmol) DMAP in 40 mL trockenem DCM gelöst und 

auf -10 °C gekühlt. Dann wurden portionsweise 2.03 g (10.53 mmol) p-Tosylchlorid zugegeben. 

Die trübe Reaktionslösung wurde bei Raumtemperatur 6 Stunden gerührt. Anschließend wurde 

das Lösemittel am Rotationsverdampfer fast vollständig entfernt und der milchig-weiße 

Rückstand in 15 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 5 mL 

dreimal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen über MgSO4 getrocknet, 

filtriert und einrotiert. Die säulenchromatographische Reinigung über 30 g Kieslegel mit PE 35-

50 : EE 10:1 lieferte 2.649 g (7.69 mmol, 88%) 3-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-1-(p-

toluolsulfonyloxy)propan (#276) als farblose Flüssigkeit.  

M [C16H28O4SSi] =  344.54 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (8), 45 (4), 57 (4), 59 (7), 65 (10), 73 (13), 75 (12), 87 (5), 89 (6), 

90 (4), 91 (40, C7H7
+), 92 (4), 101 (5), 115 (3), 117 (4), 149 (18), 155 (5), 165 (6), 229 (100, M+-

TBDMS), 230 (16), 231 (9), 232 (1), 269 (3), 271 (2), 287 (4, M+-tBu), 288 (1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -0.02 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.82 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.83 (tt, 3
J=6.1, 5.9 Hz, 2 H, CH2 C2), 2.44 (s, 3 H, CH3Ph), 3.62 (t, 3

J=5.9 Hz, 2 H, CH2OSi), 

4.14 (t, 3J=6.1 Hz, 2 H, SOCH2), 7.33 (br.d, 3J=8.0 Hz, 2 H, m-arCH), 7.79(br.d, 3J=8.0 Hz, 2 H, o-arCH).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.39 (q, Si(CH3)2), 18.29 (s, SiC(CH3)3), 21.75 (q, 

CH3Ph), 25.93 (q, SiC(CH3)3), 32.12 (t, CH2 C2), 58.55 (t, CH2OSi C3), 67.70 (t, SOCH2 C1), 128.05 (d, 

o-arC) 129.95 (d, m-arC), 133.23 (s, arC4), 144.79 (s, arC7).    

H.6.3.9 (9E,6R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,10,14-trimethylpentadec-9,13-dien 
   (#277) 

aus (3S,6E)-2,3-Dihydrofarnesylbromid (#269): 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

40 mg (1.66 mmol) Magnesium mit 

trockenem THF überschichtet und mit 

einigen Kristallen Iod versetzt. Dann wurden langsam 104 mg (0.36 mmol) (3S)-2,3-

Dihydrofarnesylbromid (#269) in 10 mL trockenem THF zugetropft. Nach Starten der Reaktion 

wurde 2 h bei RT gerührt.  

Unter Argon-Atmosphäre wurden 20 mg (0.11 mmol) über P2O5 getrocknetes Cu(I)I und 

209 mg (0.61 mmol) 3-TBSO-1-pTsO-propan (#276) mit 10 mL absolutem THF gemischt und auf 

-90 °C gekühlt. Dann wurde langsam die zuvor bereitete GRIGNARD-Lösung zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wurde unter sehr langsamer Erwärmung auf RT für 16 Stunden gerührt. 

Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt, mit 6 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt und 30 min gerührt. 

O
Si

O
S

O O

11
4

5
7

8

10

6
2

31

9

O
Si

21 192

3

4

6R
7

8

10
11

12

13
14

15 159

161718

20



H.6 Hodotermes mossambicus – Experimenteller Teil 

 

810 

Die blaue wässrige Phase wurde abgetrennt und zweimal mit 5 mL Et2O extrahiert. Die 

vereinten organischen Phasen wurden mit ja 10 mL dreimal mit ges. NH4Cl-, einmal mit ges. 

NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und 

eingeengt. Es wurden 266 mg Rohprodukt erhalten, in dem die Zielverbindung mittels GC/MS 

nur zu ca. 5% nachgewiesen werden konnte (MS-Daten s.u.).  

aus (3S)-2,3-Dihydrofarnesyltosylat (#268): 

Zur Bereitung der GRIGNARD-Lösung wurden 259 mg (10.65 mmol) Magnesium-Späne gemäß 

AAV 9 unter Argon-Atmosphäre mit trockenem THF überschichtet und mit einigen Kristallen Iod 

versetzt. Die Reaktion wurde durch punktuelles Erwärmen beim Zutropfen von 529 mg 

(2.09 mmol) 3-Brom-1-TBSO-propan (#272) in 2 mL trockenem THF gestartet. Anschließend 

wurde mit 15 mL trockenem THF verdünnt und die graue, klare Lösung über Magnesium für 

12 h gerührt. 

Analog der Umsetzung von 3-TBSO-1-pTsO-propan (#276) mit Dihydrofarnesyl-

magnesiumbromid (#270) wurden 20 mg (0.11 mmol) trockenes Cu(I)I und 259 mg (0.69 mmol) 

(3S)-2,3-Dihydrofarnesyltosylat (#268) in 10 mL absolutem THF auf -90 °C gekühlt und 

tropfenweise mit der GRIGNARD-Lösung von [3-(tert-butyldimethylsilyloxy)prop-1-yl]-

magnesiumbromid (#273) versetzt. Das Gemisch wurde über 3 h auf RT erwärmt, wobei es sich 

tiefschwarz färbte, und wurde dann weitere 24 h bei RT gerührt. Anschließend wurde auf 0 °C 

gekühlt, mit 6 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt, die wässrige Phase abgetrennt und mit 10 mL 

Diethylether gewaschen. Die vereinten organischen Phasen wurden wie oben beschrieben 

aufgearbeitet. Der TBDMSO-Ether (#269) wurde nicht aus dem Rohprodukt isoliert, sondern in 

der nächsten Stufe gespalten.  

M [C24H48OSi] = 380.72 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (39), 43 (8), 53 (4), 55 (25), 56 (3), 57 (10), 59 (9), 61 (5), 

67 (18), 68 (6), 69 (100), 70 (7), 71 (4), 73 (28), 74 (3), 75 (77), 76 (6), 77 (5), 79 (5), 81 (55), 82 (6), 

83 (13), 85 (4), 89 (12), 91 (3), 93 (6), 95 (30), 96 (4), 97 (13), 99 (4), 101 (9), 107 (6), 109 (26), 111 

(6), 115 (9), 121 (5), 123 (28), 124 (4), 129 (7), 135 (6), 137 (47), 138 (6), 143 (6), 149 (4), 171 (4), 

185 (8), 199 (3), 197 (1), 199 (3), 205 (1), 207 (1), 211 (1), 213 (2), 241 (2), 247 (1), 255 (1), 281 (2), 

295 (1), 323 (30, M+-tBu), 324 (8), 325 (2), 337 (2), 365 (0.5), 380 (0.4, M+). 

H.6.3.10 (9EZ,6R)-6,10,14-Trimethylpentadec-9,13-dien-1-ol  (Hm.1) 

Das Rohprodukt des TBDMS-geschützten 

Alkohols (#269) wurde in 5 mL THF gelöst 

und mit 95 mg (0.30 mmol) Tetra-n-

butylammoniumfluorid⋅⋅⋅⋅Trihydrat (TBAF⋅⋅⋅⋅3H2O) bei RT für 6 h gerührt. Anschließend wurde 

1 mL Wasser zugegeben, am Rotationsverdampfer eingeengt und der Rückstand in 10 mL Et2O 

aufgenommen. Die wässrige Phase wurde abgetrennt, mit NaCl gesättigt und zweimal mit Et2O 
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extrahiert. Die gesammelte organischen Phase wurde mit jeweils 5 mL ges. NaHCO3- und ges. 

NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Rohprodukt 

wurde säulenchromatographisch über 15 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (8:1) als Laufmittel 

gereinigt. Es konnten nur 21 mg 9EZ,6R)-6,10,14-Trimethylpentadec-9,13-dien-1-ol (Hm.1) mit 

einer chemischen Reinheit von ca. 40% (GC) (entsprechend 0.03 mmol, 4% über 2 Stufen) 

isoliert werden. 

M [C18H34O] = 266.47 g/mol 

Rf = 0.34 (PE/EE 8:1) 

Isomerenverhältnis: (9Z) : (9E) = 33:67 (GC/MS, HP5, oder of elution) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (49), 42 (3), 43 (10), 53 (6), 55 (41), 56 (5), 57 (7), 67 (25), 

68 (12), 69 (100), 70 (8), 71 (8), 79 (5), 80 (3), 81 (37), 82 (13), 83 (12), 93 (4), 95 (36), 96 (7), 97 

(10), 109 (24), 110 (3), 111 (3), 123 (64), 124 (9), 125 (1), 126 (1), 135 (3), 137 (3), 138 (2), 149 (2), 

151 (1), 163 (1), 177 (1), 179 (1), 205 (2), 222 (1), 223 (9, M+-C3H7
+), 224 (2), 251 (0.5, M+-Me), 266 

(0.4, M+). 

H.6.3.11 (9EZ,6R)-6,10,14-Trimethylpentadec-9,13-dienal  (Hm.2) 

Unter Schutzgas-Atmosphäre wurde das 

isolierte Produktgemisch mit Trishomo-2,3-

dihydrofarnesol (Hm.1) in 0.5 mL trockenem 

DCM gelöst, mit 50 mg Molsieb 4 Å versetzt und auf -5 °C gekühlt. Die Suspension wurde mit ca. 

3 mg (0.014 mmol) PCC versetzt und bei 0 °C für 2 h gerührt. Anschließend wurde mit 1 mL 

Pentan verdünnt und der braune Feststoff über 0.5 g Kieselgel abfiltriert. (6R)-6,10,14-

Trimethylpentadec-9,13-dienal (Hm.2) wurde als (9Z):(9E)-Isomerengemisch im Verhältnis 

35:65 erhalten (GC/MS, HP5, order of elution).  

M [C18H32O] = 264.45 g/mol 

Isomerenverhältnis: (9Z) : (9E) = 35:65 (GC/MS, HP5, oder of elution) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (1), 41 (39), 42 (3), 43 (10), 44 (2), 45 (1), 51 (1), 53 (6), 

54 (1), 55 (23), 56 (3), 57 (7), 65 (2), 66 (1), 67 (19), 68 (10), 69 (100, C5H9
+), 70 (7), 71 (3), 77 (2), 79 

(7), 80 (2), 81 (19), 82 (8), 83 (8), 84 (1), 85 (1), 91 (3), 93 (7), 94 (3), 95 (33), 96 (5), 97 (5), 98 (1), 

105 (1), 107 (5), 108 (1), 109 (15), 110 (2), 111 (2), 112 (1), 121 (6), 122 (2), 123 (38), 124 (5), 125 

(1), 135 (3), 136 (2), 137 (2), 138 (1), 149 (1), 151 (1), 203 (2), 221 (3), 222 (1), 249 (1, M+-Me), 264 

(1, M+).  
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H.6.4 Trishomotetrahydrofranesol-Derivate  Hm.3 und Hm.4 

H.6.4.1 (2RS)-3-Brom-2-methylpropan-1-ol (#283) 

Zur Monobromierung wurden 5.00 g (55.5 mmol) 2-Methylpropan-1,3-

diol (#172) mit 100 mL Cyclohexan und 30 mL (264 mmol) 48%iger 

wässriger Bromwasserstoffsäure gemischt. Das 2-Phasen-Gemisch wurde 

unter kräftigem Rühren und Rückfluss für 72 Stunden erhitzt. Anschließend wurde die 

organische Phase abgetrennt und mit ges. Natriumhydogencarbonat-Lösung neutralisiert. Die 

wässrige Phase wurde dreimal mit 30 mL Petrolether extrahiert. Die vereinigten organischen 

Phasen wurden je zweimal mit 20 mL ges. NaHCO3- und 20 mL ges. Natriumchlorid-Lösung 

gewaschen und über Magnesiumsulfat getrocknet. Das Lösungsmittel wurde am 

Rotationsverdampfer entfernt und das gelbliche Rohprodukt durch Kugelrohrdestillation 

gereinigt. Es wurden 6.67 g (43.6 mmol, 78%) (2RS)-3-Brom-2-methylpropan-1-ol (#283) als 

farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C4H9BrO] = 153.02 g/mol 

Sdp  = 177 °C 

Rf- = 0.39 (Petrolether:Ethylacetat 5:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (3), 39 (29), 41 (64), 42 (81, C3H6
+), 43 (32), 44 (6), 45 (3), 50 (1), 

51 (1), 53 (5), 54 (7), 55 (36, C4H7
+), 57 (33, C4H9

+), 58 (1), 72 (100, M+-HBr), 73 (5), 79 (2), 80 (1), 81 

(2), 93 (4, CH2
79Br+), 95 (3, CH2

81Br+), 121 (4, C3H6
79Br+), 122 (1), 123 (3, C3H6

81Br+), 134 (9, 79Br M+-

H2O), 136 (9), 152 (0.1, 79Br M+), 154 (0.1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.03 (d, 3
J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C4), 2.02 

(qdddd, 3J=6.9, 6.9, 5.4, 5.4, 5.3 Hz, 1 H, CH C2), 3.48 / 3.50 (2dd, 2J=11.7, 3J=5.4 / 5.4 Hz, 2 H, CH2Br 

C3), 3.59 / 3.63 (2dd, 2J=10.7, 3J=6.9 / 5.3 Hz, 2 H, HOCH2 C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 15.62 (q, CH3 C4), 37.50 (d, CH C2), 37.79 (t, 

CH2Br C3), 65.52 (t, CH2OH C1).   

H.6.4.2 (2RS)-(3-Hydroxy-2-methylprop-1-yl)-TPPBr  (#284) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 2.544 g (16.62 mmol) 

(2RS)-3-Brom-2-methylpropan-1-ol (#283) und 4.14 g 

(15.8 mmol) Triphenylphosphin in 15 mL trockenem Toluol 

gelöst und für 72 h zum Rückfluss erhitzt. Anschließend wurde 

das Lösungsmittel fast vollständig entfernt und der Rückstand zur Fällung des WITTIG-Salzes 

langsam mit 50 mL Diethylether versetzt. Der Niederschlag wurde über einen Membranfilter 

abgetrennt, mit Diethylether gewaschen und im Ölpumpenvakuum bei 50 °C getrocknet. Es 

wurden 4.06 g (9.77 mmol, 59%) (2RS)-(3-Hydroxy-2-methylprop-1-yl)triphenyl-

phosphoniumbromid (#284) als weißer amorpher Feststoff erhalten.  

M [C22H24BrOP] = 415.31 g/mol 
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MKat [C22H24OP] = 335.1565 g/mol 

MS (FAB): m/z (%) = 128 (2), 129 (2), 131 (2), 133 (3), 134 (2), 135 (2), 136 (24), 137 (14), 138 (8), 139 

(4), 141 (2), 149 (2), 150 (2), 151 (2), 152 (4), 153 (2), 154 (25, m-NBAH+, interner Standard), 155 

(5), 160 (5), 161 (2), 162 (2), 163 (2), 164 (2), 165 (4), 166 (2), 176 (7), 177 (3), 178 (2), 179 (2), 183 

(11, C12H8P
+), 184 (2), 185 (5), 199 (4), 200 (2), 219 (9), 220 (2), 261 (2), 262 (5, PPh3

+), 263 (2), 275 

(4, CHPPh3
+), 289 (2, CH2CHPPh3

+), 303 (3), 307 (2), 317 (2), 333 (4), 334 (5), 335 (100, MKat
+), 336 

(24), 337 (4), 351 (2). 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 37 (1), 38 (2), 39 (18), 40 (3), 41 (8), 42 (1), 43 (2), 45 (4), 47 

(8, PO+), 50 (4), 51 (20), 52 (3), 53 (7), 54 (2), 55 (33), 56 (3), 57 (2), 63 (2), 65 (4), 69 (2), 70 (1), 72 

(1), 75 (1), 76 (1), 77 (33, C6H5
+), 78 (5), 79 (3), 80 (1), 81 (1), 82 (1), 83 (1), 89 (2), 91 (17), 92 (3), 93 

(1), 95 (3), 96 (1), 102 (1), 103 (1), 105 (2), 107 (12), 108 (22, PPh+), 109 (3), 115 (6), 116 (1), 121 (1), 

123 (7), 124 (8, OPPh+), 125 (2), 126 (1), 127 (1), 128 (5), 129 (4), 130 (3), 131 (3), 133 (4), 134 (3), 

135 (1), 136 (3), 139 (2), 141 (2), 145 (1), 147 (1), 151 (2), 152 (17, C12H8
+), 153 (7), 154 (8), 155 (1), 

157 (4), 163 (2), 165 (1), 170 (4), 171 (2), 173 (1), 177 (1), 178 (8), 179 (1), 181 (1), 182 (1), 183 (62, 

C12H8P
+), 184 (10), 185 (15), 186 (2), 199 (20, C12H8PO+), 200 (3), 201 (34, OPPh2

+), 202 (5), 203 (1), 

207 (2), 215 (2), 246 (4), 247 (1), 255 (1), 256 (1), 261 (7), 262 (58, PPh3
+), 263 (10), 264 (1), 276 (3), 

277 (100), 278 (52, POPh3
+), 279 (8), 294 (1), 315 (1), 331 (1), 332 (6), 333 (1).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.80 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C4), 

2.07-2.23 (m, 1 H, CH C2), 3.18 / 3.65 (2ddd, 2
J=15.8, 2

JH-P=13.1 / 14.6, 3
JH-H=8.3 / 3.8 Hz, 2 H, CH2P 

C1), 3.39 / 3.48 (dd, 2
J=10.8, 3

JH-H=7.5 / 5.3, 4
JH-P=2.5 Hz, 2 H, HOCH2 C3), 7.72-7.79 (m, 9 H, 9×CH 

3×m/p-arCH), 7.85-7.93 (m, 6 H, 6×CH 3×o-arCH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 18.19 (qdP, 4
JC-P=5.1 Hz, CH3 C4), 25.97 (tdP, 1

JC-

P=52.1 Hz, CH2P C1), 32.56 (ddP, 2
JC-P=3.7 Hz, CH C2), 67.60 (tdP, 3

JC-P=12.5 Hz, CH2OH C3), 120.57 

(sdP, 1
JC-P=86.6 Hz, arC5), 131.49 (ddP, 3

JC-P=12.5 Hz, m-arCH), 134.87 (ddP, 2
JC-P=9.5 Hz, o-arCH), 

136.23 (ddP, 4JC-P=2.9 Hz, p-arCH).   

H.6.4.3 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)prop-2-en  (#286) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 4.00 mL (3.40 g, 58.5 mmol; 

0.85 g/mL) frisch destillierter Allylalkohol (Prop-2-en-1-ol, #285), 

12.0 mL (86.4 mmol) Triethylamin und 350 mg (2.86 mmol) DMAP in 

100 mL trockenem DCM gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dieser klaren Lösung wurden 10.5 g 

(69.6 mmol) TBDMSCl in 10 mL wasserfreiem DCM langsam zugetropft. Das entstehende trübe 

Gemisch wurde 14 h bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde das Lösungsmittel im 

Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde mit 50 mL Diethylether aufgenommen, zweimal mit je 

20 mL ges. NaHCO3- und einmal mit 20 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat 

getrocknet und über Kieselgur (Celite ®) filtriert. Durch Vakuumdestillation des Rohprodukts 

wurden 4.10 g (23.8 mmol, 41%) 1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)prop-2-en (#286) als klare, 

farblose Flüssigkeit erhalten.   

M [C9H20OSi] = 172.34 g/mol 

Sdp = 82 °C (90mbar) 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (11, C3H5
+), 42 (1), 43 (5), 45 (7), 47 (4), 55 (2), 57 

(4), 58 (3), 59 (26), 60 (3), 61 (5), 73 (9), 74 (1), 75 (11, HOSiMe2
+), 85 (29, Si-tBu+), 86 (3), 87 (6), 99 

(8), 100 (1), 101 (2), 113 (1), 115 (100, M+-tBu), 116 (11), 117 (4), 157 (1, M+-Me), 172 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.92 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 4.18 (dt, 3
J=4.5, 1.8 Hz, 2 H, CH2O C1), 5.08 (dq, 3

J=10.5, 1.8 Hz, 1 H, (E)-HHC= C3), 5.27 

(dq, 3J(E)H-H=17.1, 3J=1.8 Hz, 1 H, (Z)-HHC= C3), 5.92 (ddt, 3J(E)H-H=17.1, 3J=10.5, 4.5Hz, 1 H, =CH C2).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.10 (q, Si(CH3)2), 18.56 (s, SiC(CH3)3), 26.09 (q, 

SiC(CH3)3), 64.25 (s, CH2O C1), 114.06 (s, H2C= C3), 137.70 (s, =CH C2).   

H.6.4.4 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal  (#287) 

In einem 100 mL Stickstoffkolben mit Gaseinleitungsfritte wurde 

unter Argon-Atmosphäre 2.02 g (11.7 mmol) 1-(tert-Butyldimethyl-

silyloxy)prop-2-en (#286) in einer Mischung aus 50 mL trockenem DCM 

und 10 mL trockenem Methanol gelöst. Die Lösung wurde mit 125 mg (1.17 mmol) 

Natriumcarbonat versetzt und auf -70 °C gekühlt. Bei dieser Temperatur wurde durch einen 

Ozonisator erzeugtes Ozon (3% in O2) bis zur Blaufärbung der Lösung nach ca. 1.5 h eingeleitet. 

Das überschüssige, gelöste Ozon wurde danach durch fünfminütiges Einleiten von Argon 

ausgetrieben. Anschließend wurden tropfenweise 2.58 mL (35.2 mmol) Dimethylsulfid 

hinzugegeben. Das Gemisch wurde unter Erwärmen auf RT weitere 2 h gerührt und 

anschließend am Rotationsverdampfer eingeengt. Der Rückstand wurde in 60 mL Diethylether 

aufgenommen, viermal mit je 20 mL Wasser und einmal mit 20 mL ges. Natriumchlorid-Lösung 

gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Lösungsmittel 

wurde im Vakuum entfernt und das Rohprodukt destillativ im Vakuum gereinigt. Es wurden 

1.35 g (7.74 mmol, 66%) (#287) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C8H18O2Si] = 174.31 g/mol 

Sdp = 74 °C (35 mbar) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (7), 43 (6, C2H3O
+), 45 (6), 57 (5), 58 (7), 59 (23, SiOMe+), 

60 (2), 61 (2), 73 (19, CH2Si(O)Me+), 75 (5), 88 (3), 89 (48, C3H9SiO+), 90 (4), 101 (6), 103 (9), 116 (4), 

117 (100, M+-tBu), 118 (9), 119 (4), 145 (1, M+-CHO), 159 (0.2, M+-Me). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = -0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.90 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 3.66 (d, 3J=0.8 Hz, 2 H, CH2), 9.27 (t, 3J=0.8 Hz, 1 H, CHO).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = -5.06 (q, Si(CH3)2), 18.76 (s, SiCMe3), 26.23 (q, 

SiC(CH3)3), 70.00 (t, CH2), 200.70 (d, CHO).   

H.6.4.5 (3EZ,2RS)-5-TBSO-2-methylpent-3-en-1-ol  (#288) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 3.23 g (7.77 mmol) (2RS)-(3-Hydroxy-2-methylpropan-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#284) in 40 mL trockenem THF suspendiert und auf −30 °C 

gekühlt. Danach wurden 9.8 mL (15.7 mmol) n-Butyllithium-Lösung (1.6 M in Hexan) langsam 
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durch ein Septum zugetropft. Die leuchtend orange Lösung 

wurde über eine Stunde unter Rühren auf RT erwärmt und 

dann erneut auf -20 °C gekühlt. Anschließend wurden 1.35 g 

(7.77 mmol) 2-(tert-Butyldimethylsilyloxy)ethanal (#287) in 

5 mL trockenem THF zugetropft, wobei sich die Lösung zu gelb entfärbte. Das Reaktionsgemisch 

wurde bei RT für 20 h gerührt, dann auf 0 °C gekühlt, mit 380 µL (6.84 mmol) Wasser in 3 mL 

THF versetzt und weitere 15 Minuten gerührt. Danach wurden je zwei Spatelspitzen 

Magnesiumsulfat und Sand zugegeben und das Lösungsmittel unter Rühren im Stickstoffstrom 

entfernt. Der Rückstand wurde mit 50 mL PE 35-50 versetzt und der Feststoff fein zerrieben. 

Anschließend wurde über Kieselgur filtriert und das Lösungsmittel am Rotationsverdampfer 

entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 25 g Silica mit einem 20:1-

Gemisch von PE 35-50 und EE als Laufmittel gereinigt. Es wurden 1.253 g (5.44 mmol, 70%) 

überwiegend (3E)-konfiguriertes (2RS)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylpent-3-en-1-ol 

(#288) als klare, farbloses Öl erhalten.  

M [C12H26O2Si] = 230.42 g/mol  

Isomerenverhältnis: (3Z):(3E) = 1:2 (GC, HP-1) 

(E)-#288 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (8), 45 (4), 47 (4), 57 (4), 59 (4), 67 (3), 73 (18), 75 (100, 

HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (6), 79 (13), 81 (45, C6H9

+), 82 (3), 105 (6), 131 (12, Me2tBuSi+), 143 (16), 155 

(5), 173 (12, M+-tBu), 185 (0.3), 199 (0.4), 200 (0.1), 215 (0.2, M+-Me), 229 (0.02, M+-H).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.07 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.91 (s, 9 H 

SiC(CH3)3), 1.01 (d, 3
J=7.0 Hz, 3 H, CH3CH), 2.31-2.44 (m, 1 H, CH3CH), 3.42 / 3.50 (2dd, 2

J=10.5, 
3
J=7.5 / 5.8 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 4.16 (ddd, 3

J=5.0, 4
J=1.5, 5

J=0.8 Hz, 2 H, CH2OSi C5), 5.53 (ddt, 3
J(E)H-

H=15.6, 3JH-H=7.6, 4J=1.5 Hz, 1 H, CH= C3), 5.66 (dtd, 3J(E)H-H=15.6, 3JH-H=5.0, 4J=0.9 Hz, 1 H, =CH C4).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -4.97 (s, Si(CH3)2), 16.47 (s, CH3 C6), 18.48 (s, 

SiCMe3), 26.07 (s, SiC(CH3)3), 39.42 (s, CH C2), 63.90 (s, CH2OSi C5), 67.39 (s, HOCH2 C1), 131.06 (s, 

=CH C4), 132.85 (s, CH= C3).  

(Z)-#288 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.08 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.90 (s, 9 H 

SiC(CH3)3), 0.96 (d, 3
J=7.0 Hz, 3 H, CH3CH), 2.63-2.77 (m, 1 H, CH3CH), 3.29 / 3.51 (2dd, 2

J=10.4, 
3
J=8.6 / 5.1 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 4.21 (ddd, 3

J=9.3, 4
J=6.5, 5

J=1.4 Hz, 2 H, CH2OSi C5), 5.27 (ddt, 3
J(E)H-

H=11.0, 3JH-H=9.8, 4J=1.3Hz, 1 H, CH= C3), 5.71 (dtd, J=11.0, 3JH-H=6.6, 4J=1.0 Hz, 1 H=CH C4).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -4.97 (s, Si(CH3)2), 17.07 (s, CH3 C6), 18.48 (s, 

SiCMe3), 26.11 (s, SiC(CH3)3), 35.36 (s, CH C2), 59.23 (s, CH2OSi C5), 67.42 (s, HOCH2 C1), 130.95 (s, 

=CH C4), 134.85 (s, CH= C3).  
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H.6.4.6 (2RS)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylpentan-1-ol  (#289) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 825 mg (3.58 mmol) 

(3EZ,2RS)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylpent-3-en-

1-ol (#288) in 25 mL trockenem Methanol gelöst und mit 

20 mg (0.088 mmol) Platindioxid versetzt. Anschließend wurde unter Wasserstoff-Atomsphäre 

bei Normaldruck und Raumtemperatur für 2 h hydriert. Dann wurde der Wasserstoff mit 

Stickstoff ausgeblasen und das Lösemittel im Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde mit 5 mL 

Diethylether aufgenommen, der Katalysator über Silica abfiltriert und das Lösungsmittel 

abrotiert. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 20 g Silica mit PE 35-50 / EE 

im Verhältnis 20:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 658 mg (2.83 mmol, 79%) (2RS)-5-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-2-methylpentan-1-ol (#289) farbloses Öl erhalten. 

M [C12H28O2Si] = 232.43 g/mol  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (16, C3H5
+), 43 (5), 45 (5), 47 (3), 55 (82, C4H7

+), 56 (5), 57 (5), 58 

(3), 59 (8), 61 (4), 69 (3), 73 (21), 74 (4), 75 (73, HOSiMe2
+), 76 (5), 77 (5), 83 (100, C6H11

+), 84 (7, 

C6H12
+), 89 (8), 93 (6), 99 (5), 101 (12, M+-OTBS), 105 (26), 129 (4), 145 (3, CH2OTBS+), 146 (0.4), 157 

(3, M+-tBu -H2O), 158 (0.4), 175 (0.5, M+-tBu), 201 (0.1), 202 (0.05), 217 (0.03, M+-Me), 233 (0.03). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.05 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.89 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 0.92 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3CH), 1.12-1.19 / 1.38-1.47 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.45-1.62 (m, 2 

H, CH2 C4), 1.59-1.68 (m, 1 H, CH C2), 3.43 / 3.51 (dd, 2
J=10.5, 3

J=6.3 / 6.0 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 3.61 

(td, 3J=6.5, J=0.8 Hz, 2 H, CH2OSi C5).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.13 (q, Si(CH3)2), 16.80 (q, CH3CH C6), 18.52 (s, 

SiCMe3), 26.12 (q, SiC(CH3)3), 29.42 (t, CH2 C3), 30.28 (t, CH2 C4), 35.71 (d, CH C2), 63.63 (t, CH2OSi 

C5), 68.42 (t, HOCH2 C1).   

H.6.4.7 (2RS)-5-TBSO-2-methyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan   (#290) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 658 mg 

(2.83 mmol) 5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-

methylpentan-1-ol (#289), 0.6 mL (4.25 mmol) 

Triethylamin und 17.2 mg (0.141 mmol) DMAP 

in 25 mL wasserfreiem DCM gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dann wurden portionsweise 651 mg 

(3.40 mmol) p-Tosylchlorid zugegeben. Das trübe Reaktionsgemisch wurde für 14 h bei RT 

gerührt. Anschließend wurde das Lösungsmittel am Rotationsdampfer entfernt. Der Rückstand 

wurde mit 50 mL PE 35-50 aufgenommen zweimal mit je 20 mL ges. NaHCO3- und einmal mit 

20 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das 

Rohprodukte wurde säulenchromatographisch über 45 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE im 

Verhältnis 20:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurde 845 mg (2.18 mmol, 77%) (2RS)-5-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-2-methyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan (#290) als viskoses, farbloses Öl 

erhalten. 

M [C19H34O4SSi] = 386.62 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (6), 43 (2), 45 (1), 47 (1), 55 (29), 56 (2), 57 (2), 58 (1), 59 

(4), 61 (1), 65 (4), 67 (1), 69 (2), 73 (10, CH2Si(O)Me), 74 (1), 75 (15), 76 (1), 77 (2), 83 (71), 84 (5), 

85 (1), 89 (5), 90 (2), 91 (16), 92 (2), 99 (2), 101 (4), 115 (1), 129 (2), 149 (7), 150 (1), 151 (1), 155 

(3), 157 (2), 165 (2), 173 (0.2), 199 (0.2), 213 (0.2), 215 (0.3), 229 (100, TsOSiMe2
+), 230 (15), 231 

(11), 232 (1), 247 (2), 271 (2), 272 (0.4), 273 (0.2), 287 (0.1), 387 (0.04).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.02 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.87 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 0.89 (d, 3
J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C6), 1.09-1.18 / 1.32-1.45 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.32-1.54 (m, 2 

H, CH2 C4), 1.73-1.84 (m, 1 H, CH C2), 2.45 (s, 3 H, PhCH3), 3.54 (td, 3J=6.4, J=0.8 Hz, 2 H, CH2OSi C5), 

3.81 / 3.88 (dd, 2
J=9.2, 3

J=6.6 / 5.8 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 7.34 (br.d, 3
J=8.1 Hz, 2 H, 2×CH m-arCH), 

7.78 (br.d, 3J=8.1 Hz, 2 H, 2×CH o-arCH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.19 (q, Si(CH3)2), 16.58 (q, CH3 C6), 18.46 (s, 

SiC(CH3)3), 21.77 (q, PhCH3), 26.08 (q, SiC(CH3)3), 29.07 (t, CH2 C3), 29.97 (t, CH2 C4), 32.81 (d, CH 

C2), 63.18 (t, CH2OSi C5), 75.17 (t, HOCH2 C1), 128.03 (d, o-arCH), 129.94 (d, m-arCH), 133.28 (s, 

arC7), 144.75 (s, arC10).   

H.6.4.8 Citronellol     (#279) 

(R)-(+)-Citronellol (R-#279):  

Unter Inertgasatmosphäre wurden 4.11 g (110 mmol, 2 eq.) 

Lithiumaluminiumhydrid in 120 mL trockenem Diethylether 

suspendiert und auf -20 °C gekühlt. Dann wurden 8.500 g 

(55.10 mmol) (R)-Citronellal (R-#278) in 10 mL trockenem Diethylether über 20 min zugetropft. 

Die Suspension wurde über Nacht bei RT gerührt und dann 2 h unter Rückfluss erhitzt. 

Anschließend wurde auf 0 °C abgekühlt, in der Kälte langsam mit 10 mL 2N Natronlauge versetzt 

und erneut über Nacht gerührt. Das nun weiße Gemisch wurde mit Magnesiumsulfat versetzt, 

der grobkörnige Niederschlag von Lithiumaluminat über Kieselgur abfiltriert und das Lösemittel 

unter vermindertem Druck entfernt. Es wurden 8.35 g (53.4 mmol, 97%) (R)-3,7-Dimethyloct-6-

en-1-ol (R-#279) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

Spezifische Drehung:  = +6° (c = 0.12, CHCl3)  

(S)-Citronellol (S-#279):  

Analog der Vorschrift für R-#279 wurde unter Argon-

Atmosphäre einer -20 °C kalten Suspension von 1.21 g 

(31.77 mmol) LiAlH4 in 40 mL trockenem Diethylether eine 

Lösung aus 2.81 g (21.18 mmol) (3S)-3,7-Dimethyloct-6-enal (S-#278) in 10 mL trockenem 

Diethylether langsam zugetropft. Nach 16 h Rühren bei RT lieferte die Aufarbeitung mit 3.43 mL 

(150 mmol) 2N aq. Natronlauge 3.11 g (19.87 mmol, 94 %) (3S)-3,7-Dimethyloct-6-en-1-ol (S-

#279) als farblose Flüssigkeit.  

M [C10H20O] = 156.27 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (27), 40 (8), 41 (100, C3H5
+), 42 (11), 43 (22), 44 (3), 45 (4, 

C2H5O
+), 50 (1), 51 (4), 52 (2), 53 (15), 54 (6), 55 (46, C4H7

+), 56 (21), 57 (10), 65 (4), 66 (3), 67 (53), 

68 (24), 69 (76, C5H9
+), 70 (13), 71 (19), 72 (1), 77 (3), 79 (5), 80 (4), 81 (41), 82 (37), 83 (9, C6H11

+), 

84 (2), 85 (2), 86 (2), 91 (2), 93 (2), 94 (2), 95 (31, C7H11
+), 96 (6), 97 (1), 109 (12), 110 (4), 111 (1), 

123 (15, M+-H2O-Me), 124 (1), 138 (7, M+-H2O), 156 (3, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.91 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CHCH3), 1.15-

1.22 / 1.30-1.36 (2m, 2 H, =CHCH2CH2 C4), 1.34-1.43 / 1.53-1.64 (2m, 2 H, CH2CH2OH C2), 1.58-1.68 

(m, 1 H, CHCH3 C3), 1.60 (br.s, 3 H, CH3C= C10), 1.68 (br.s, 3 H, CH3C= C8), 1.92-2.04 (m, 2 H, 

=CHCH2 C5), 3.62-3.73 (m, 2 H, CH2OH C1), 5.09 (tqq, 1 H, 3J=7.1, 3J=1.4, 1.3 Hz, =CH C6). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (CDCl3, 101 MHz): δ [ppm] = 17.77 (q, CH3 C10), 19.67 (q, CH3 C9), 25.61 (t, 

CH2 C5), 25.84 (q, CH3 C8), 29.34 (d, CH C3), 37.37 (t, CH2 C4), 40.07 (t, CH2 C2), 61.35 (t, CH2OH C1), 

124.86 (d, =CH C6), 131.40 (s, C7). 

H.6.4.9 (3R)-3,7-Dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)oct-6-en   (#280) 

(R)-Citronellyltosylat (R-#280):  

Unter Argon-Atmosphäre wurden 1.56 g (9.99 

mmol) (R)-3,7-Dimethyloct-6-en-1-ol (#279), 

2.4 mL (1.8 g, 15 mmol) frisch destilliertes 

Triethylamin und 60 mg (0.50 mmol, 5 mol%) 

DMAP in 100 mL trockenem DCM gelöst. Die Reaktionslösung wurde auf -10 °C gekühlt und über 

einen Zeitraum von 10 min portionsweise mit 2.281 g (11.96 mmol) p-Tosylchlorid versetzt. 

Danach wurde das Gemisch für 20 h bei RT gerührt. Die nun grünliche, milchig trübe Lösung 

wurde mit 50 mL ges. NaHCO3-Lösung gemischt, dann bis auf ein Volumen von 3 mL eingeengt 

und der Rückstand in 30 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde 

abgetrennt, dreimal mit je 20 mL ges. NaHCO3- und zweimal mit je 20 mL NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Lösemittel wurde am 

Rotationsverdampfer entfernt und das gelbe, ölige Rohprodukt säulenchromatographisch über 

50 g Silica unter Verwendung von PE/EE 10:1 als Eluent gereinigt, Es wurden 2.62 g (8.40 mmol, 

84%) (R)-3,7-Dimethyl-1-(toluolsulfonyloxy)oct-6-en (R-#280) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

Spezifische Drehung:  = +5° (c = 0.11, CHCl3) 

(S)-Citronellyltosylat (S-#280):  

Die Synthese von (3S)-3,7-Dimethyl-1-(p-

toluolsulfonyloxy)oct-6-en (S-#280) erfolgte 

analog der Darstellung von (R-#280) aus 1.97 g 

(12.60 mmol) (3S)-Citronellol (#279) in 30 mL 

DCM als Edukt, unter Verwendung von 2.96 g (15.12 mmol) p-Tosylchlorid und mit 3.0 mL 

(18.9 mmol) TEA als Säurefänger und 79 mg (0.63 mmol) DMAP als Katalysator. Nach Rühren 
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bei RT für 30 h lieferte die Aufarbeitung und Reinigung 3.843 g (12.29 mmol, 98 %) (3S)-3,7-

Dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)oct-6-en (S-#280) als farblose Flüssigkeit. 

M [C17H26O3S] = 310.45 g/mol 

Rf = 0.31 (PE/EE 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (3), 41 (39, C3H5
+), 42 (4), 43 (6), 51 (2), 53 (8), 54 (4), 55 

(30, C4H7
+), 56 (7), 57 (6), 63 (3), 65 (19), 66 (3), 67 (46), 68 (32), 69 (56, C5H9

+), 70 (10), 77 (6), 79 

(8), 80 (11), 81 (100, C6H9
+), 82 (78), 83 (14), 89 (6), 90 (4), 91 (64, C7H7

+), 92 (7), 93 (4), 94 (7), 95 

(79, C7H11
+), 96 (18), 107 (4), 108 (2), 109 (28, C8H13

+), 110 (6), 123 (39, C9H15
+), 124 (4), 138 (29, M+-

HOTs), 139 (4), 155 (7, M+-Ts), 173 (4).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.82 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CHCH3 C9), 

1.05-1.15 / 1.18-1.29 (2m, 2 H, =CHCH2CH2 C4), 1.39-1.48 / 1.62-1.72 (2m, 2 H, CH2CH2O C2), 1.48-

1.58 (m, 1 H, CH C3), 1.57 (br.s, 3 H, CH3C= C10), 1.67 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, CH3C= C8), 1.82-2.00 (m, 

2 H, =CHCH2 C5), 2.45 (s, 3 H, C6H4CH3), 4.01-4.11 (m, 2 H, CH2OH C1), 5.02 (tqq, 3
J=7.1 Hz, 4

J=1.4, 

1.3 Hz, 1 H, =CH C6), 7.34 (br.d, 3J=8.0 Hz, 2 H, m-arCH), 7.79 (br.d, 3J=8.0 Hz, 2 H, o-arCH).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.76 (q, CH3 C10), 19.20 (q, CH3 C9), 21.76 (q, 

CH3Ph C15), 25.41 (t, CH2 C5), 25.82 (q, CH3 C8), 29.05 (d, CH C3), 35.82 (t, CH2 C2), 36.86 (t, CH2 

C4), 69.19 (t, CH2O C1), 124.47 (d, =CH C6), 128.03 (d, o-arCH), 129.94 (d, m-arCH), 131.61 (s, C7), 

133.48 (s, arC11), 144.75 (s, arC14). 

H.6.4.10 (3R)-1-Brom-3,7-dimethyloct-6-en    (#281) 

 Unter Schutzgasatmosphäre wurden 4.00 g (12.9 mmol) (3R)-

3,7-Dimethyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)oct-6-en (#280) in 25 mL 

trockenem Aceton gelöst und mit 3.85 g (44.3 mmol) zuvor im 

Vakuum bei 80 °C über Phosphorpentoxid getrocknetem Lithiumbromid versetzt. Die 

Reaktionslösung wurde für 20 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurden 

75 mL Wasser zugegeben. Das Gemisch wurde dreimal mit je 50 mL Diethylether extrahiert. Die 

vereinten organischen Extrakte wurden zweimal mit je 25 mL ges. NaHCO3- und einmal mit 

25 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das 

Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt durch 

Säulenfiltration über 20 g Kieselgel mit Pentan als Laufmittel gereinigt. Es wurden 2.60 g 

(11.9 mmol, 92%) (3R)-1-Brom-3,7-dimethyloct-6-en (#281) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C10H19Br] = 219.17 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (38, C3H5
+), 42 (4), 43 (6), 53 (6), 55 (33), 56 (13), 57 (11), 

67 (10), 68 (4), 69 (100, C5H9
+), 70 (13), 81 (5), 83 (41, C6H11

+), 84 (3), 97 (7), 109 (1), 111 (2), 148 (2, 
79BrC5H10

+), 150 (2), 162 (3, 79BrC6H12
+), 164 (3, 81BrC6H12

+), 218 (5, 79Br M+), 220 (5, 81Br M+) 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (d, 3J=6.4 Hz, 3 H, CH3 C9), 1.12-

1.23 / 1.29-38 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.61 (s, 3 H CH3 C10), 1.62-1.74 (m, 1 H, CH C3), 1.69 (br.d, 4
J=1.4 

Hz, 3 H, CH3 C8), 1.83-2.01 (m, 2 H, CH2 C2), 1.92-2.07 (m, 2 H, CH2 C5), 3.36-3.51 (m, 2 H, CH2Br 

C1), 5.09 (tqq, 3J=7.1, 4J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C6).  
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.82 (q, CH3 C10), 19.01 (q, CH3 C9), 25.49 (t, 

CH2 C5), 25.86 (q, CH3 C8), 31.53 (d, CH C3), 32.23 (t, CH2Br C1), 36.72 (t, CH2 C4), 40.16 (t, CH2 C2), 

124.59 (d, =CH C6), 131.63 (s, C7).   

H.6.4.11 (4RS,8S)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4,8,12-trimethyltridec-11-en    (#295) 

Zur Bereitung des GRIGNARD-Reagenzes wurden gemäß AAV 9 unter Argon-Atmosphäre 

100 mg (4.17 mmol) Magnesium und ca. 15 mg Iod mit wenig trockenem THF gerade bedeckt. 

Dann wurde eine Lösung von 263 mg (1.21 mmol) (3R)-1-Brom-3,7-dimethyloct-6-en (#281) in 

2 mL trockenem THF langsam zugetropft und der Reaktionskolben dabei zeitweise punktuell 

erwärmt. Nach Einsetzen der Reaktion wurde die verbliebene Bromid-Lösung und weitere 8 mL 

trockenes THF zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde 17 h bei RT gerührt.  

 Zur Kupplung mit dem GRIGNARD-

Reagenz wurden gemäß AAV 10 unter 

Argon-Atmosphäre 319 mg (0.830 mmol) 

(2RS)-5-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methyl-1-(p-toluolsulfonyloxy)pentan (#290) und ca. 

10 mg (0.05 mmol) zuvor im Vakuum über P2O5 bei 80 °C getrocknetes Kupfer(I)iodid mit 

15 mL trockenem und entgastem THF versetzt und auf -70 °C gekühlt. Dann wurde die bereitete 

GRIGNARD-Lösung (#282) langsam zugetropft, wobei sich das Gemisch dunkelrot färbte. Das 

Reaktionsgemisch wurde langsam auf RT erwärmt und weitere 48 h gerührt. Anschließend 

wurde es in eine 0 °C kalte ges. Ammoniumchlorid-Lösung einpipettiert und bis zur Blaufärbung 

der wässrigen Phase gerührt. Das Gemisch wurde am Rotationsverdampfer eingeengt und mit 

40 mL Diethylether versetzt. Nach Trennung der Phasen wurde die wässrige Phase zweimal mit 

Diethylether extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit jeweils 10 mL ges. 

NH4Cl-, ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über 

Kieselgur filtriert. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt und das 

Rohprodukt säulenchromatographisch über 10 g Kieselgel mit einem Laufmittelgemisch von 

PE 35-50 / EE (40:1) gereinigt. Es wurden 30 mg (0.085 mmol, 10%) (4RS,8S)-1-TBSO-4,8,12-

trimethyltridec-11-en (#295) als farbloses Öl erhalten. 

M [C22H46OS] = 354.69 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (39, C3H5
+), 42 (4), 43 (10), 45 (3), 47 (3), 53 (3), 55 (35, 

C4H7
+), 56 (7), 57 (16), 58 (3), 59 (10), 61 (6), 67 (11), 69 (100, C5H9

+), 70 (8), 71 (4), 73 (17), 75 (71, 

Me2SiOH+), 76 (5), 77 (3), 81 (16), 82 (4), 83 (30, C6H11
+), 85 (4), 89 (10), 95 (30), 97 (22), 99 (3), 101 

(8), 109 (22), 111 (16, C8H15
+), 115 (5, Me2SitBu+), 123 (10), 125 (4), 137 (6), 151 (3), 171 (4), 185 (3), 

199 (3), 213 (4), 227 (9, M+-tBu -C5H10), 241 (2), 255 (5, M+ -tBu -C3H6), 269 (3), 279 (2, M+ -tBu), 297 

(37), 298 (10), 339 (0.8, M+-Me), 354 (0.6, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.05 (s, 6 H, SiCH3), 0.86 (d, 3
JH-H=6.5 

Hz, 6 H, 2×CH3 C14 C15), 0.90 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.05-1.14 /1.23-1.33 (2m, 6 H, 3×CH2 C3 C5 C7), 

1.06-1.15 / 1.26-1.36 (2m, 2 H, CH2 C9), 1.25-1.33 (m, 2 H, CH2 C6), 1.36-1.42 (m, 2 H, 2×CH C4 C8), 

1.41-1.59 (m, 2 H, CH2 C2), 1.60 (br.s, 3 H, CH3C= C16), 1.68 (br.d, 4
JH-H=1.4 Hz, 3 H, CH3C= C13), 
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1.87-2.02 (m, 2 H, =CHCH2 C10), 3.58 (t, 3JH-H=6.8 Hz, 2 H, CH2O C1), 5.10 (tqq, 3JH-H=7.0 Hz, 4JH-H=1.4, 

1.3 Hz, 1 H, =CH C11).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.08 (q, SiCH3), 17.78 (q, CH3 C16), 18.45 (d, 

SiCMe3), 19.74 / 19.80 / 19.85 / 19.90 (4q, 2×CH3 C14 C15), 24.55 (t, C6), 25.76 / 25.77 (2t, C10), 

25.87 (q, CH3 C13), 26.15 (q, SiC(CH3)3), 30.55 / 30.56 (2t, CH2 C2), 32.60 / 32.76 (2d, 2×CH C8 C4), 

33.10 / 33.20 (2t, C3), 37.28 / 37.37 / 37.43 / 37.46 / 37.48 /37.51 (6t, 3×CH2 C5 C7 C9), 63.86 (t, 

CH2O C1), 125.28 (d, =CH C11), 130.17 (s, C12).  

H.6.4.12 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol     (#296) 

 Zur Deblockierung wurden 256 mg 

(0.720 mmol) (4RS,8S)-1-(tert-Butyldimethylsilyl-

oxy)-4,8,12-trimethyltridec-11-en (#295) und 

266 mg (1.01 mmol) Tetra-n-butylammoniumfluorid⋅⋅⋅⋅Trihydrat (TBAF⋅⋅⋅⋅3H2O) in 10 mL THF 

gelöst und 17 h bei RT gerührt. Anschließend wurde mit 0.5 mL dest. Wasser versetzt, am 

Rotationsverdampfer eingeengt und der Rückstand mit 20 mL Diethylether aufgenommen. Die 

wässrige Phase wurde abgetrennt und zweimal mit 5 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten 

organischen Phasen wurden mit jeweils 10 mL ges. NH4Cl-, ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur filtriert. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel am Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch 

über 15 g Kieselgel mit einem Laufmittelgemisch PE 35-50 / EE (20:1) gereinigt. Es wurden 

188 mg (0.78 mmol, 92%) (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol (#296) als farblose 

Flüssigkeit erhalten. 

M [C16H32O] = 240.43 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (59, C3H5
+), 42 (7), 43 (14, C3H7

+), 53 (4), 55 (52, C4H7
+), 56 

(32), 57 (28), 67 (16), 68 (14), 69 (100, C5H9
+), 70 (35), 71 (14), 72 (7), 81 (24), 82 (21), 83 (32, 

C6H11
+), 84 (8), 85 (24), 95 (25), 96 (10), 97 (15), 98 (7), 99 (6), 109 (21), 110 (6), 111 (16, C8H15

+), 

112 (5), 123 (5), 126 (16, C9H18
+), 127 (3), 137 (7), 168 (0.4), 179 (0.4), 194 (1), 196 (1, M+ -CH3CHO), 

222 (0.4, M+ -H2O), 225 (0.4, M+ -CH3), 240 (3, M+), 241 (0.5). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 / 0.87 (2d, 3
JH-H=6.9 / 6.6 Hz, 

CH3, 3 H, 2×CH3 C14 C15), 1.07-1.17 / 1.26-1.36 (m, 2 H, CH2 C9), 1.07-1.18 / 1.23-1.38 (2m, 4 H, 

2×CH2 C5 C7), 1.09-1.21 / 1.30-1.41 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.25-1.30 (m, 2 H, CH2 C6), 1.37-1.46 (2m, 2 

H, 2×CH C4 C8), 1.47-1.60 (m, 2 H, CH2 C2), 1.60 (br.s, 3 H, CH3C= C16), 1.68 (br.d, 4
JH-H=0.8 Hz, 3 H, 

CH3C= C13), 1.87-2.04 (m, 2 H, =CHCH2 C10), 3.62 (t, 3
JH-H=6.6 Hz, 2 H, CH2OH), 5.10 (tqq, 3

JH-H=7.0 

Hz, 4
JH-H=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C11).      

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.77 (q, CH3 C16), 19.73 / 19.77 / 19.79 / 19.82 

(4t, 2×CH3 C14 C15), 24.53 (t, CH2 C6), 25.75 (t, CH2 C10), 25.85 (q, CH3 C13), 30.53 / 30.55 (2t, CH2 

C2), 32.58 / 32.59 / 32.79 / 32.81 (4d, 2×CH C4 C8), 33.08 / 33.17 (2t, CH2 C3), 37.27 / 37.35 / 37.41 

/ 37.45 / 37.48 (5t, 3×CH2 C5 C7 C9), 63.64 (t, CH2O C1), 125.24 (d, =CH C11), 130.98 (s, C12).  
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H.6.4.13 (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#297) 

 Unter Argon-Atmosphäre wurden 188 g 

(0.780 mmol) (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-

en-1-ol (#296) in 20 mL trockenem Dichlormethan 

gelöst, mit ca. 150 mg im Vakuum bei ca. 100 °C getrocknetem gepulvertem Molsieb 4 Å versetzt 

und auf -20 °C gekühlt. Anschließend wurden 216 mg (1.16 mmol) PCC portionsweise 

zugegeben. Das Gemisch wurde bei RT gerührt, wobei es sich von orange nach schwarzbraun 

färbte. Der Reaktionsverlauf wurde gaschromatographisch verfolgt. Nach 3 h wurde das 

Gemisch auf ein Drittel des Volumens eingeengt, mit 30 mL PE 35-50 / Diethylether (1:1) 

verdünnt und über ca. 25 g Silica filtriert. Das Filtrat wurde am Rotationsverdampfer eingeengt 

und das Rohprodukt säulenchromatographisch über 20 g Silica mit einem Gemisch von PE 35-50 

und EE im Verhältnis 25:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 160 mg (0.67 mmol, 86%) 

(4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#297) als leicht gelbliche, klare Flüssigkeit erhalten. 

M [C16H30O] = 238.42 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (66, C3H5
+), 42 (7), 43 (21, CH2CHO+), 44 (3), 53 (6), 55 (51, 

C4H7
+), 56 (34, C4H8

+), 57 (28, C3H5O
+), 67 (21), 68 (13), 69 (100, C5H9

+), 70 (28), 71 (8), 79 (4), 80 (3), 

81 (37, C6H9
+), 82 (21), 83 (29, C6H11

+), 84 (10), 85 (14, C5H9O
+), 93 (6), 94 (7), 95 (35, C7H11

+), 96 (7), 

97 (11), 98 (5), 107 (8), 108 (4), 109 (23), 110 (5), 111 (12, C8H15
+), 112 (17), 121 (3), 123 (8), 124 (5), 

125 (8, C9H17
+), 126 (6, C8H14O

+), 135 (10), 138 (3), 149 (5), 163 (5), 177 (1), 179 (2), 194 (1, M+ -

CH3CHO), 220 (1, M+ -H2O), 238 (2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.855 / 0.856 (2d, 3JH-H=6.6, 6.6 Hz, 3 

H, CH3 C15), 0.88 (d, 3
JH-H=6.3 Hz, 3 H, CH3 C14), 1.14-1.47 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C7), 1.08-1.16 / 1.26-

1.35 (2m, 2 H, CH2 C9), 1.26-1.31 (m, 2 H, CH2 C6), 1.33-1.49 (m, 2 H, 2×CH C4 C8), 1.39-1.48 / 1.62-

1.69 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.60 (br.s, 3 H, CH3C= C16), 1.68 (br.d, 3 H, 4
JH-H=1.4 Hz, CH3C= C13), 1.87-

2.06 (m, 2 H, CH2 C10), 2.36-2.48 (m, 2 H, CH2 C2), 5.09 (tqq, 3
JH-H=7.1 Hz, 4

JH-H=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH 

C11), 9.77 (t, 4JH-H=1.9 Hz, 1 H, CHO).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.78 (q, CH3 C16), 19.48 / 19.54 (2q, CH3 C14), 

19.70 / 19.76 (2q, CH3 C15), 24.45 (t, CH2 C6), 25.72 (t, CH2 C10), 25.87 (q, CH3 C13), 29.03 / 29.11 

(2d, CH2 C3), 32.55 (d, 2×CH C8 und C4), 37.14 / 37.17 / 37.23 / 37.32 / 37.35 (5t, 3×CH2 C5 C7 C9), 

41.87 (t, CH2 C2), 125.17 (d, CH2 C11), 131.15 (s, CH2 C12), 203.22 (d, C1).   
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H.6.4.14 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester  (#298) 

Zur Kettenverlängerung mittels 

HWE-Olefinierung wurden unter Argon-

Atmosphäre 158 mg (1.40 mmol) 

Kalium-tert-butanolat in 20 mL 

trockenem DCM suspendiert und auf -50 °C gekühlt. Dann wurden 352 mg (1.56 mmol) Ethyl-(2-

diethoxyphosphoryl)acetat (Triethylphosphonoacetat, TEPA, #193) in 2 mL trockenem 

Dichlormethan tropfenweise zugegeben. Die nun klare Lösung wurde 2 h bei RT gerührt und 

anschließend auf -30 °C gekühlt. Dann wurden 125 mg (0.530 mmol) (4RS,8S)-4,8,12-

Trimethyltridec-11-enal (#297) in 6 mL trockenem DCM langsam zugetropft. Die leicht gelbe 

Lösung wurde über Nacht gerührt und anschließend mit 4 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt, am 

Rotationsverdampfer eingeengt und der Rückstand in 20 mL Diethylether aufgenommen. Die 

wässrige Phase wurde zweimal mit 5 mL Diethylether extrahiert Die gesammelten organischen 

Phasen wurden zweimal mit jeweils 10 mL ges. NH4Cl-Lösung und je einmal mit 10 mL ges. 

NaHCO3- und 10 mL ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgur 

filtriert. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch über 15 g Kieselgel mit einem Laufmittelgemisch von PE 35-50 und 

EE (60:1) gereinigt. Es wurden 146 mg (0.47 mmol, 89%) (6RS,10S)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester (#298) als farbloses Öl erhalten. 

Isomerenverhältnis: (2Z):(2E) = 1:33 (GC/MS, CP8912) 

M [C20H36O2] = 308.51 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (58, C3H5
+), 42 (6), 43 (21, C3H7

+), 53 (9), 54 (3), 55 (51, 

C4H7
+), 56 (17), 57 (18), 67 (22), 68 (17), 69 (100, C5H9

+), 70 (14), 71 (7), 73 (5, C3H5O2
+), 79 (5), 81 

(38, C6H9
+), 82 (15), 83 (21, C6H11

+), 84 (4), 85 (5), 86 (7), 93 (9), 94 (16), 95 (53, C7H11
+), 96 (9), 97 

(12), 99 (19, C5H7O2
+), 101 (6), 107 (8), 108 (30), 109 (41, C8H13

+), 110 (8), 111 (8), 114 (17, 

C6H10O2
+), 121 (6), 122 (5), 123 (15, C9H15

+), 124 (4), 125 (9, C9H17
+), 127 (32, C7H11O2

+), 128 (3), 135 

(12), 136 (9), 137 (12), 138 (3), 149 (13), 150 (7), 151 (8), 152 (3), 153 (3, C11H21
+), 163 (5), 171 (5), 

177 (6), 178 (5), 179 (4), 182 (3), 220 (11, C16H28
+), 223 (3), 234 (2, M+-HCO2Et), 263 (2, M+-OEt), 293 

(0.1, M+-Me), 308 (1, M+), 309 (0.2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.85 (d, 3
JH-H=5.5 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.87 (d, 3
JH-H=5.3 Hz, 3 H, CH3 C16), 1.03-1.16 / 1.20-1.32 (2m, 4 H, 2×CH2 C7 und C9), 1.06-1.17 / 

1.25-1.36 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.21-1.31 / 1.40-1.51 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.23-1.31 (m, 2 H, CH2 C8), 

1.28 (t, 3
JH-H=7.2 Hz, 3 H, OCH2CH3), 1.34-1.45 (2m, 2 H, 2×CH C6 C10), 1.60 (br.s, 3 H, CH3C= C18), 

1.68 (br.d, 4
JH-H=1.4, 3 H, CH3C= C15), 1.87-2.04 (m, 2 H, CH2 C12), 2.11-2.27 (m, 2 H, CH2 C4), 4.18 

(q, 3
JH-H=7.2 Hz, 2 H, OCH2CH3), 5.10 (tqq, 3

JH-H=7.3 Hz, 4
JH-H=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C13), 5.81 (dt, 3

JH-

H=15.7 Hz, 4JH-H=1.6 Hz, 1 H, =CH C2), 6.97 (dt, 3JH-H=15.7, 6.9 Hz, 1 H, CH= C3).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.43 (q, CH3 C20), 17.78 (q, CH3 C18), 19.54 / 

19.78 (2q, CH3 C16), 19.71 / 19.62 (2q, CH3 C17), 24.43 (t, CH2 C8), 25.73 (t, CH2 C12), 25.87 (q, CH3 

C15), 29.96 / 20.98 (2t, CH2 C4), 32.49 / 32.57 (2d, 2×CH C6 C10), 35.33 / 35.42 (2t, CH2 C5), 37.24 / 
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37.26 / 37.29 / 37.33 / 37.38 /37.41 (6t, 3×CH2 C7 C9 C11), 60.26 (t, CH2 C19), 121.22 (d, =CH C2), 

125.21 (d, =CH C13), 131.14 (s, C14), 149.88 (d, CH= C3), 166.89 (s, CO2Et C1).     

H.6.4.15 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) 

 Unter Argon-Atmosphäre wurden 

146 mg (0.470 mmol) (2E,6RS,10S)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethyl-

ester (#298) in 15 mL trockenem Dichlormethan gelöst und auf -40 °C gekühlt. Dann wurden 

2.0 mL (2.0 mmol) DIBAlH-Lösung (1 M in Hexan) langsam zugetropft. Die Lösung wurde 

langsam auf RT erwärmt, nach zweistündigem Rühren erneut auf -60 °C gekühlt, mit 8 mL 

Methanol versetzt und über eine Stunde auf RT erwärmt. Anschließend wurde am 

Rotationsverdampfer eingeengt, der Rückstand mit 20 mL Diethylether aufgenommen und mit 

jeweils 10 mL ges. NH4Cl-, ges. NaHCO3- und ges. NaCl-Lösung gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Lösungsmittel wurde am 

Rotationsverdampfer entfernt und das Rohprodukt durch Säulenchromatographie über 10 g 

Silica mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 124 mg (0.465 mmol, 99%) 

(2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) als farbloses Öl erhalten. 

M [C18H34O] = 266.47 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (68, C3H5
+), 42 (7), 43 (24, C3H7

+), 53 (6), 54 (3), 55 (52, 

C4H7
+), 56 (16), 57 (30, C4H9

+), 67 (26), 68 (16), 69 (100, C5H9
+), 70 (27), 71 (11, C4H7O

+), 79 (7), 80 

(5), 81 (43, C6H9
+), 82 (33), 83 (28, C6H11

+), 84 (5), 85 (4, C5H9O
+), 93 (10), 94 (9), 95 (34, C7H11

+), 96 

(11), 97 (10), 107 (11), 108 (7), 109 (48, C8H13
+), 110 (9), 111 (6, C8H15

+), 121 (7), 122 (7), 123 (14), 

124 (4), 135 (6), 136 (3), 137 (4), 149 (5), 163 (5), 177 (3), 179 (1), 191 (1), 205 (1), 222 (1, M+-

CH3CHO), 233 (0.5), 248 (2, M+-H2O), 266 (1, M+).  
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.85 (d, 3

JH-H=6.3 Hz, 6 H, 2×CH3 C16 

C17), 1.05-1.17 / 1.22-1.55 (2m, 4 H, 2×CH2 C7 C9), 1.09-1.20 / 1.26-1.37 (m, 2 H, CH2 C11), 1.12-

1.24 / 1.32-1.43 (m, 2 H, CH2 C5), 1.24-1.32 (m, 2 H, CH2 C8), 1.33-1.45 (m, 2 H, 2×CH C6 C10), 1.60 

(br.s, 3 H, CH3C= C18), 1.68 (br.d, 4
JH-H=1.4, 3H, CH3C= C15), 1.88-2.03 (m, 2 H, =CHCH2 C12), 1.99-

2.12 (m, 2 H, CH2 C4), 4.08 (d, 3
JH-H=5.3 Hz, 2 H, CH2OH), 5.10 (tqq, 3

JH-H=7.2 Hz, 4
JH-H=1.4, 1.3 Hz, 1 

H, CH= C13), 5.63 (dt, 3
JH-H=15.5, 5.3 Hz, 1 H, =CH C2), 5.70 (dt, 3

JH-H=15.5, 5.9 Hz, 1 H, CH= C3).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.77 (q, CH3 C18), 19.64 / 19.70 (2q, CH3 C16), 

19.73 / 19.79 (2q, CH3 C17), 24.47 (t, CH2 C8), 25.74 (t, CH2 C12), 25.86 (q, CH3 C15), 29.91 / 29.93 

(2t, CH2 C4), 32.47 / 32.49 / 32.57 /32.58 (4d, 2×CH C6 C10), 36.54 / 36.63 (2t, CH2 C11), 37.25 / 

37.34 / 37.37 / 37.41 / 37.45 (5t, 3×CH2 C7 C9 C5), 64.03 (t, CH2OH C1), 125.23 (d, =CH C13), 128.81 

(d, C2), 131.09 (s, C14), 133.99 (d, C3).  
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H.6.4.16 (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal    (Hm.4) 

 Die Synthese von (2E,6RS,10S)-6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.4) 

erfolgte nach AAV 11 analog der Oxidation 

von (4RS,8S)-4,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol (#296) ausgehend von 118 mg (0.443 mmol) 

(2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3) mit 100 mg trockenem 

gepulvertem Molsieb 4 Å in 10 mL trockenem Dichlormethan durch portionsweise Zugabe von 

142 mg (0.660 mmol) PCC bei -60 °C. Der Reaktionsverlauf wurde gaschromatographisch 

verfolgt und das Reaktionsgemisch nach vierstündigem Rühren bei RT wie beschrieben 

aufgearbeitet. Es wurden 52 mg (0.197 mmol, 44%) (2E,6RS,10S)-6,10,14-Trimethylpentadeca-

2,13-dienal (Hm.4) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C18H32O] = 264.45 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 41 (70, C3H5
+), 42 (7), 43 (18, C3H7

+), 53 (7), 55 (53, C4H7
+), 56 

(16), 57 (22), 67 (19), 68 (13), 69 (100, C5H9
+), 70 (36), 71 (9), 79 (7), 80 (3), 81 (36, C6H9

+), 82 (22), 

83 (47, C6H11
+), 84 (6), 85 (3), 93 (10), 94 (6), 95 (29, C7H11

+), 96 (7), 97 (10), 107 (9), 108 (5), 109 

(41, C8H13
+), 110 (9), 111 (10, C7H11O

+), 112 (4), 121 (7), 122 (3), 123 (12), 124 (4), 125 (4, C8H13O
+), 

133 (4), 135 (5), 137 (4), 138 (4), 149 (4), 151 (8, C11H19
+), 161 (3), 179 (4), 180 (7, C12H20O

+), 189 (1), 

193 (2), 194 (1), 203 (1), 233 (1), 246 (1, M+-H2O), 264 (2, M+). 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 (d, 3

JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C16), 0.89 (d, 3
JH-H=6.3 Hz, 3 H, 

CH3 C17), 1.06-1.17 / 1.25-1.38 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.13-1.53 (m, 6 H, 3×CH2 C7 C9 C11), 1.22-1.31 

(m, 2 H, CH2 C8), 1.26-1.36 / 1.46-1.56 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.32-1.48 (m, 2 H, 2×CH C6 C10), 1.60 

(br.s, 3 H, CH3C= C18), 1.68 (br.d, 4
JH-H=1.4 Hz, 3 H, CH3C= C15), 1.88-2.04 (m, 2 H, CH2, C12), 2.25-

2.42 (m, 2 H, CH2, C4), 5.10 (tqq, 3JH-H=7.1 Hz, 4JH-H=1.4 / 1.3 Hz, 1 H, CH= C13), 6.12 (ddt, 3JH-H=15.6 / 

7.8 Hz, 4
JH-H=1.5 Hz, 1 H, CH=CHO), 6.85 (dt, 3

JH-H=15.6 / 6.8 H, 1 H z, CH=CHCHO), 9.50 (d, 3
JH-H=8.0 

Hz, 1 H, CHO).   

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.78 (q, CH3 C18), 19.53 / 19.58 (2q, CH3 C17), 19.71-19.78 

(2q, CH3 C16), 24.45 (t, CH2 C8), 25.73 (t, CH2 C12), 25.87 (q, CH3 C15), 30.56 (t, CH2 C4), 32,56 (d, 

2×CH C6 C10), 35.16 / 35.24 (2t, CH2 C5), 37.23 / 37.26 / 37.31 / 37.34 / 37.38 (5t, 3×CH2 C7 C9 

C11), 125.17 (d, =CH C13), 131.02 (s, C14), 133.01 (d, =CH C2), 159.43 (d, CH= C3), 194.27 (d, CHO 

C1). 
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H.6.5 (R)- und (S)-2-Methylpentan-1,5-diol  (Md.1) 

H.6.5.1 (R)-(-)-Citronellyliodid  (R-#291) 

(R)-(-)-1-Iod-3,7-dimethyl-6-octen 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 152 mg (0.49 mmol) (R)-

Citronellyltosylat (R-#280) und 176 mg (1.17 mmol) über P2O5 im 

Vakuum bei 100 °C getrocknetes NaI in 10 mL trockenem Aceton 

gelöst und unter Rückfluss für 10 h erhitzt, wobei ein weißer Niederschlag ausfiel. Anschließend 

wurde das Lösemittel am Rotationsverdampfen fast vollständig entfernt und der Rückstand in 

10 mL Pentan aufgenommen und mit 2 mL ges. Na2SO3-Lösung. Die organische Phase wurde 

abgetrennt, zweimal mit je 5 mL Wasser gewaschen über MgSO4 getrocknet und über 2 g 

Kieselgel filtriert. Es wurden 123 mg (0.46 mmol, 94%) Citronellyliodid (R-#291) als farblos 

Flüssigkeit erhalten. 

M [C10H19I] = 266.17 g/mol 

Spezifische Drehung:  = -14° (c = 0.16, CHCl3) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (2), 41 (52), 42 (5), 43 (8), 51 (2), 52 (1), 53 (8), 54 (2), 

55 (54), 56 (6), 57 (20), 58 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (11), 68 (3), 69 (100), 70 (7), 71 (4), 77 (2), 79 (2), 81 

(8), 82 (3), 83 (79), 84 (5), 91 (1), 95 (2), 97 (11), 98 (1), 111 (1), 127 (2), 128 (1), 139 (1), 141 (1), 

155 (6, CH2CH2I
+), 169 (1), 197 (3, M+-69), 210 (1), 266 (1, M+). 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (d, 3
J=6.6 Hz, 3H, CH3 C9), 1.17 

(dddd, 2J=13.5, 3J=9.2, 7.6, 6.1 Hz, 1H, CHH C4), 1.34 (dddd, 2J=13.5, 3J=9.7, 6.6, 5.6 Hz, 1H, CHH C4), 

1.51-1.60 (m, 1H, CH C3), 1.61 (s, 3H, CH3C= C10), 1.65 (dddd, 2
J=13.9, 3

J=8.4, 7.9, 5.6 Hz, 3H, CHH 

C2), 1.69 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3H, CH3C= C8), 1.88 (dddd, 2

J=13.9, 3
J=8.6, 7.1, 5.2 Hz, 1H, CHH C2), 1.90 - 

2.07 (m, 2H, CH2 C5), 3.17 (ddd, 2
J=9.6, 3

J=8.4, 7.1 Hz, 1H, CHHI), 3.25 (ddd, 2
J=9.6, 3

J=8.6, 5.6 Hz, 

1H, CHHI), 5.09 (tspt, 3J=7.1, 4J=1.4 Hz, 4H, CH=). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 5.31 (t, CH2I C1), 17.83 (q, CH3 C9), 18.80 (q, CH3 

C10), 25.46 (t, CH2 C5), 25.87 (q, CH3 C8), 33.72 (d, CH C3), 36.46 (t, CH2 C4), 41.06 (t, CH2 C2), 

124.61 (d, =CH C6), 131.63 (s, C7).  

H.6.5.2 (R)-(-)-Citronellen  (R-#292) 

(R)-3,7-Dimethylocta-1,6-dien 

In einem Probengläschen mit Schraubverschluss wurden 251 mg 

(6.28 mmol) NaOH und 1 mL Triglykol gemischt und 10 min bis zur 

Bildung einer homogenen, viskosen, rotbraunen Flüssigkeit auf 100 °C 

erhitzt. Dann wurden 148 mg (0.56 mmol) (R)-Citronellyliodid (R-#291) zugegeben. Das Gemisch 

wurde bei 110 °C für 2 h gerührt, nach dem Abkühlen mit 4 mL Wasser und 6 mL Diethylether 

versetzt und 15 min gerührt. Die wässrige Phase wurde abgetrennt und zweimal mit 10 mL Et2O 

ausgeschüttelt. Die vereinten organischen Phasen wurden mit jeweils 4 mL ges. NaHCO3-Lösung, 

zweimal mit Wasser und einmal mit NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet, über 
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Kieselgur filtriert und bei leicht vermindertem Druck fast bis zur Trockne eingeengt. Das 

Rohprodukt wurde in Pentan aufgenommen und über 2 g Kieselgel filtriert. Es wurden 45 mg 

(0.32 mmol, 57%) (R)-(-)-Citronellen (R-#292) als farblos Flüssigkeit erhalten.  

M [C10H18] = 138.25 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (26), 40 (5), 41 (100), 42 (7), 43 (8), 50 (1), 51 (4), 52 (2), 

53 (17), 54 (6), 55 (83), 56 (7), 57 (3), 63 (1), 65 (5), 66 (2), 67 (82), 68 (47), 69 (67), 70 (8), 77 (4), 78 

(1), 79 (8), 80 (5), 81 (39), 82 (70), 83 (15), 84 (1), 91 (2), 93 (3), 94 (5), 95 (57), 96 (14), 97 (1), 109 

(6), 110 (1), 123 (15), 124 (1), 138 (8, M+), 139 (1). 

1H-NMR, 1H,1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.99 (d, 3
J=6.9 Hz, 3H, CH3 C9), 1.27-

1.35 (m, 2H, CH2 C4), 1.60 (s, 3H, CH3 10), 1.68 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3H, CH3 C8), 1.92-2.00 (m, 2H, CH2 

C5), 2.12 (dtq, 3
J=7.6, 7.1, 6.9 Hz, 2H, CH2 C3), 4.92 (ddd, 3

J=10.2, 2
J=1.8, 4

J=0.9 Hz, 1H, =CHH(E) C1), 

4.95 (ddd, 3
J=17.29, 2

J=1.8, 4
J=1.3 Hz, 1H, =CH(Z)H C1), 5.10 (tqq, 3

J=7.2, 4
J=1.4, 1.3 Hz, 1H, =CH C6), 

5.70 (ddd, 3J=17.3, 10.2, 7.6 Hz, 1H, CH= C2). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 17.82 (q, CH3 C9), 20.29 (q, CH3 C10), 25.85 (q, 

CH3 C8), 25.90 (t, CH2 C5), 36.92 (t, CH2 C4), 37.51 (d, CH C3), 112.59 (t, =CH2 C1), 124.83 (d, =CH 

C6), 131.41 (s, C7), 144.93 (d, CH= C2). 

H.6.5.3 (R)-2-Methylpentan-1,5-diol  (R-Md.1) 

In einem SCHLENK-Rohr mit Gaseinleitungsfritte wurden 34 mg 

(0.25 mmol) (R)-(-)-Citronellen (R-#292) in einem Gemisch aus 5 mL 

trockenem DCM und 0.5 mL trockenem Methanol gelöst und mit 

15 mg (0.14 mmol) wasserfreiem Na2CO3 versetzt. Dann wurde auf -78 °C gekühlt und für 

15 min bis zur Blaufärbung der Lösung Ozon (ca. 3% in O2) eingeleitet. Gelöstes Ozon wurde bis 

zur Entfärbung der Lösung mit Stickstoff ausgeblasen. Bei -78 °C wurden anschließend 31 mg 

(0.97 mmol) NaBH4 zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde unter Erwärmen auf RT für 2 h 

gerührt, dann auf 0 °C gekühlt, mit 2 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt und weitere 30 min 

gerührt. Dann wurde das Lösemittel am Rotationsverdampfer bis auf 2 mL abgezogen und der 

Rückstand mit 10 mL Diethylether gemischt. Die wässrige Phase wurde abgetrennt und dreimal 

mit 5 mL Et2O extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden mit je 5 mL zweimal mit 

ges. NaHCO3- und einmal mit NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über 

Kieselgur filtriert. Die säulenchromatographische Reinigung über 5 g Kieselgel mit PE 35-

50 / EE (1:2) als Laufmittel lieferte 23 mg (0.19 mmol, 76%) (R)-2-Methylpentan-1,5-diol (R-

Md.1) als farbloses Öl. 

M [C6H14O2] = 118.18 g/mol 

Enantiomerentrennung GC: α = 1.061 (Lipodex® E, 70 °C isotherm) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (22), 40 (5), 41 (99), 42 (37), 43 (24), 44 (8), 45 (12), 49 

(1), 50 (1), 51 (2), 52 (1), 53 (7), 54 (4), 55 (36), 56 (20), 57 (34), 58 (11), 59 (3), 60 (1), 61 (1), 62 (1), 

65 (1), 67 (24), 68 (6), 69 (100), 70 (86), 71 (15), 72 (3), 73 (1), 79 (1), 81 (3), 82 (10), 83 (1), 85 (2), 

87 (3), 88 (13), 89 (1) 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (d, 3
J=6.9 Hz, 3H, CH3), 1.17-

1.29 (m, 2H, CH2 C3), 1.54-1.68 (m, 2H, CH2 C4), 1.61-1.73 (m, 1H, CH C2), 3.50 (d, 3
J=6.1 Hz, 2H, 

CH2 C1), 3.67 (t, 3J=6.4 Hz, 2H, CH2 C5). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 16.71 (q, CH3 C6), 29.28 (t, CH2 C3), 29.96 (t, CH2 

C4), 35.51 (d, CH C2), 63.32 (t, CH2OH C5), 68.26 (t, HOCH2 C1). 

H.6.5.4 (R)-1,5-Bis(trifluoracetoxy)-2-methylpentan  (#294) 

Derivate von 2-Methylpentan-1,5-diol (Md.1) wurden für Versuche zur 

Enantiomerentrennung mittels enantioselektiver Gaschromatographie bzw. 

Gaschromatographie / Massenspektrometrie dargestellt. 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 5 mg 

(0.042 mmol) (R)-2-Methylpentan-1,5-diol (R-Md.1) in 

1 mL trockenem DCM gelöst, bei -20 °C mit 30 µL 

(0.22 mmol) Trifluoressigsäureanhydrid (TFAA) versetzt 

und 30 min bis zum Erreichen von RT gerührt. Das Lösemittel wurde unter leichtem Erwärmen 

entfernt, der Rückstand in 2 mL Diethylether aufgenommen, über 1 g Kieselgel filtriert und 

anschließend gaschromatographisch analysiert. 

M [C10H12F6O4] = 310.19 g/mol 

Enantiomerentrennung GC: α = 1.016 (tr,(R):tr,(S)) (Lipodex® E, 55 °C isotherm) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (3), 41 (43), 42 (7), 43 (5), 47 (1), 50 (1), 51 (1), 53 (3), 54 

(4), 55 (31), 56 (8), 57 (2), 59 (1), 61 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (24), 68 (2), 69 (100), 70 (4), 71 (1), 78 (1), 

79 (1), 81 (4), 82 (31), 83 (25, M+-CH2CO2CF3), 84 (2), 97 (5), 99 (7), 113 (1), 125 (1), 127 (1), 154 (1), 

155 (3, C3H6CO2CF3
+), 168 (1), 183 (1). 
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H.6.6 Propanogenine  Hm.5 und Hm.6 

H.6.6.1 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butan-1-ol  (#300) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.59 g (28.7 mmol) Butan-

1,4-diol (#299) in 30 mL trockenem Tetrahydrofuran gelöst, auf -

40 °C gekühlt und langsam 18.0 mL (28.8 mmol) 1.6 M n-

Butyllithium-Lösung in Hexan zugetropft. Die Reaktionslösung wurde unter Erwärmen auf RT 

für 2 h gerührt, anschließend auf 0 °C gekühlt und tropfenweise mit 4.272 g (28.34 mmol) tert-

Butyldimethylsilylchlorid in 5 mL trockenem THF versetzt. Nach 14 h wurde das gelbliche, trübe 

Reaktionsgemisch mit 5 mL Natriumhydrogencarbonat-Lösung unter vermindertem Druck 

eingeengt, der Rückstand in 20 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde mit 

jeweils 10 mL zweimal mit ges. NH4Cl-, zweimal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-

Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und einrotiert. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 100 mbar gereinigt. Es wurden 4.323 g (21.15 mmol, 74%) 4-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)butan-1-ol (#300) als farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C10H24O2Si] = 204.38 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (5), 43 (4), 45 (7), 47 (4), 55 (12, C4H7
+), 57 (3), 58 (3), 59 (5), 61 

(3), 73 (13), 74 (3), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 (8), 77 (6), 89 (3, M+-TBS), 91 (4), 99 (4), 101 (8), 105 (83, 

C3H9O2Si+), 106 (7), 107 (4), 115 (1), 117 (1), 129 (1), 147 (6, M+-tBu), 159 (0.05), 171 (0.1), 174 

(0.2), 187 (0.1), 189 (0.1, M+-Me).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.06 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.90 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.61-1.66 / 1.65-1.70 (2m, 4 H, 2×CH2 C2 C3), 3.59-3.71 (m, 4 H, 2×CH2 C1 C4).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.28 (q, Si(CH3)2), 18.05(s, Si(C(CH3)), 26.02(q, 

Si(C(CH3)), 30.05 / 30.38 (2t, 2×CH2 C2 C3), 62.84 / 63.52 (2t, 2×CH2 C1 C4).   

H.6.6.2 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butanal  (#301)  

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 3.350 g (17.27 mmol) 4-

TBSO-1-butanol (#300) in 60 mL trockenem DCM gelöst, mit ca. 

300 mg gepulvertem Molekularsieb 4 Å versetzt und auf -40 °C 

gekühlt. Dann wurden im Gegenstrom portionsweise 5.69 g 

(26.40 mmol) PCC zugegeben. Das Gemisch wurde unter Erwärmen auf RT für 12 h gerührt. 

Anschließend wurde der braunschwarze Niederschlag mit Seesand und MgSO4 zerrieben, die 

Lösung auf ein Volumen von etwa 10 mL eingeengt, mit 40 mL Pentan : Et2O 1:1 verdünnt und 

über 15 g Kieselgel filtriert. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei 100 mbar 

destilliert. Es wurden 2.464 g (12.18 mmol, 71%) 4-(tert-Butyldimethylsilyloxy)butanal (#301) 

als farbloses Öl erhalten. 

M [C10H22O2Si] = 202.37 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (8), 43 (6), 45 (8), 47 (6), 57 (4), 58 (4), 59 (12), 61 (4), 71 

(5), 73 (15), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 (10), 77 (8), 85 (6), 89 (8), 99 (6), 101 (7), 115 (13), 127 (14), 131 

(5), 145 (61, M+-tBu), 146 (8), 147 (3), 158 (0.2), 159 (0.1), 174 (0.1), 187 (0.1, M+-Me), 201 (0.1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.03 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.88 (s, 9 H, 

SiC(CH3)3), 1.85 (tt, 3
J=7.1, 6.0 Hz, 2 H, CH2 C3), 2.49 (td, 3

J=7.1, 1.7 Hz, 2 H, CH2 C2), 3.64 (t, 3
J=6.0 

Hz, 2 H, CH2OSi C4), 9.78 (t, 3J=1.7 Hz, 1 H, CHO).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.29 (q, Si(CH3)2), 18.42 (s, SiCMe3), 25.62 (t, 

CH2 C3), 26.02 (q, C(CH3)3), 40.91 (t, CH2 C2), 62.21 (t, CH2O C4), 202.82 (d, CHO).   

H.6.6.3 (2RS,3EZ)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylhept-3-en-1-ol  (#302) 

Die Synthese von (#302) erfolgte analog der 

Darstellung von (3EZ,2RS)-5-TBSO-2-methylpent-3-en-

1-ol (#288). Argon-Atmosphäre wurden 4.214 g 

(10.15 mmol) (2RS)-(3-Hydroxy-2-methylpropan-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#284) in 40 mL trockenem THF suspendiert, auf −50 °C 

gekühlt, mit 12.80 mL (20.48 mmol) n-Butyllithium-Lösung (1.6 M in Hexan) deprotoniert und 

nach Rühren für 2 h bei -25 °C durch Zugabe von 2.019 g (9.98 mmol) 4-TBSO-butanal (#301) in 

4 mL trockenem THF olefiniert. Nach Rühren für 18 h bei RT wurde wie für #288 beschrieben 

aufgearbeitet. Die säulenchromatographische Reinigung über 80 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE 

(10:1) als Laufmittel lieferte 1.121 g (4.34 mmol, 43%) (2RS,3EZ)-7-TBSO-2-methylhept-3-en-1-

ol (#302) als farbloses Öl.  

M [C14H30O2Si] = 258.48 g/mol 

Rf = 0.14 (PE:EE, 10:1) 

Isomerenverhältnis: (3Z) : (3E) = 46 : 54 (GC/MS) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 41 (21), 43 (20), 45 (7), 47 (6), 53 (5), 55 (26), 57 (8), 58 (4), 

59 (16), 61 (4), 67 (100, C5H7
+), 68 (8), 69 (7), 71 (4), 73 (27), 74 (4), 75 (92, HOSiMe2

+), 76 (7), 77 

(7), 79 (7), 81 (20, C6H9
+), 85 (3), 89 (21), 91 (4), 93 (5), 95 (32), 101 (11), 105 (26), 107 (5), 109 (39, 

C8H13
+), 110 (3), 115 (4), 131 (4), 145 (5), 171 (7), 201 (7, M+-tBu). 

(E/Z)-#302 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  0.04 / 0.05 (2s, 12 H, 2×Si(CH3)2, 

EZ), 0.89 / 0.89 (2s, 18 H, 2×SiC(CH3)3, EZ), 0.93 (d, J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C8, Z), 0.97 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, 

CH3 C8, E), 1.51-1.70 (m, 4 H, 2×CH2 C6, EZ), 2.05-2.10 (m, 2 H, CH2 C5, E), 2.12-2.17 (m, 2 H, CH2 C5, 

Z), 2.23-2.36 (m, 1 H, CH C2, E), 2.65-2.79 (m, 1 H, CH C2, Z), 3.31 / 3.49 (2dd, 2
J=10.4, 3

J=8.5 / 5.7 

Hz, 2 H, HOCH2 C1, Z), 3.35 / 3.47 (2dd, 2
J=10.6, 3

J=8.2 / 5.7 Hz, 2 H, CH2 C1, E), 3.57-3.65 (m, 4 H, 

2xCH2 C7, EZ), 5.15 (br.dd, 3J=11.0, 10.1 Hz, 1 H, CH= C3, Z), 5.27 (ddq, 3
J=15.3, 8.0, 4

J=1.3 Hz, 1 H, 

CH= C3, E), 5.46-5.61 (m, 2 H, 2x=CH C4, EZ).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.14 (q, Si(CH3)2), 16.75 (q, CH3 C8, Z), 17.16 (q, 

C8, E), 18.46 (s, SiCMe3), 24.05 (t, CH2 C5, Z), 26.08 / 26.10 (2q, SiC(CH3)3), 29.05 (t, CH2 C5, E), 

32.66 / 32.89 (2t, CH2 C6), 34.87 (d, CH C2, Z), 39.90 (d, CH C2, E), 62.57 / 62.64 (2ts, CH2OTBS C7), 

67.42 (t, HOCH2 C1, E), 67.85 (s, C1, E), 131.72 / 131.99 (2d, =CH C4), 132.70 / 132.77 (2d, HC= C3).    
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H.6.6.4 (2RS)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylheptan-1-ol  (#303) 

Die Synthese von (#303) erfolgte nach der Vorschrift 

für (2RS,3EZ)-5-TBSO-2-methylpent-3-en-1-ol (#288). 

Die Hydrierung bei Normaldruck für 6 h von 901 mg 

(3.49 mmol) (2RS,3EZ)-7-TBSO-2-methylhept-3-en-1-ol 

(#302) in 40 mL trockenem Methanol unter Verwendung von 30 mg (0.13 mmol) Platindioxid 

lieferte nach säulenchromatographischer Reinigung über 30 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (10:1) 

als Laufmittel 748 mg (2.87 mmol, 82%) (2RS)-7-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-2-methylheptan-

1-ol (#303) als farbloses Öl.  

M [C14H32O2Si] = 260.49 g/mol 

Rf = 0.16 (PE:EE, 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (14), 43 (7), 45 (3), 47 (2), 55 (35), 56 (3), 57 (6), 59 (5), 61 (2), 

67 (3), 69 (100, C5H9
+), 70 (6), 73 (13), 75 (41, HOSiMe2

+), 76 (3), 77 (3), 83 (3), 87 (2), 89 (4), 93 (4), 

101 (4), 105 (9), 111 (10), 115 (4), 129 (1), 132 (0.4), 157 (1), 185 (0.4), 203 (0.1, M+-tBu). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.11 (q, Si(CH3)2), 16.72 (q, CH3 C8), 18.43 (s, 

SiCMe3), 26.14 (q, Si(CH3)3), 26.29 / 26.95 (tt, C4 C5), 33.00 / 33,32 (tt, C3 C6), 35.92 (d, C2), 63.4 (t, 

CH2OTBS), 68.56 (t, HOCH2 C1).   

H.6.6.5 (2RS)-7-(t-Butyldimethylsilyloxy)-2-methyl-1-(p-tosyloxy)heptan (#304)  

Analog der Prozedur zur Tosylierung 

von 5-TBSO-2-methylpent-3-en-1-ol (#288) 

wurden 728 mg (2.79 mmol) (2RS)-7-

TBSO-2-methylheptan-1-ol (#303), 1.00 mL 

(7.21 mmol) Triethylamin und 43 mg 

(0.35 mmol) DMAP in 30 mL wasserfreiem DCM gelöst, auf -10 °C gekühlt und portionsweise mit 

936 mg (4.91 mmol) p-Tosylchlorid versetzt. Nach der für #290 beschriebenen Aufarbeitung 

wurde das Rohprodukt säulenchromatographisch über 60 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (8:1) als 

Laufmittel gereinigt. Es wurden 1.101 g (2.66 mmol, 95%) (2RS)-7-TBSO-2-methyl-1-pTsO-

heptan (#304) als farbloses, viskoses Öl erhalten.  

M [C21H38O4SSi] = 414.68 g/mol 

Rf = 0.44 (PE:EE, 8:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (12), 42 (1), 43 (5), 45 (2), 47 (2), 51 (1), 53 (1), 54 

(1), 55 (20), 56 (2), 57 (4), 58 (2), 59 (5), 60 (1), 61 (2), 63 (1), 65 (6), 67 (5), 68 (3), 69 (48, C5H9
+), 70 

(3), 71 (1), 73 (14), 74 (2), 75 (25, HOSiMe2
+), 76 (2), 77 (3), 79 (1), 81 (2), 82 (1), 83 (1), 85 (1), 87 

(2), 88 (1), 89 (6), 90 (2), 91 (22, C7H7
+), 92 (2), 95 (1), 97 (1), 99 (2), 101 (4), 102 (1), 105 (1), 107 

(1), 108 (1), 109 (2), 111 (9), 112 (1), 113 (1), 115 (6), 116 (1), 127 (1), 129 (2), 139 (1), 149 (5), 150 

(1), 151 (1), 155 (6), 156 (1), 157 (2), 165 (1), 185 (2), 229 (100, TsOSiMe2
+), 230 (17), 231 (11), 232 

(1), 247 (2), 271 (2). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.04 (s, 3 H, Si(CH3)2), 0.88 (d, 3
J=6.9 

Hz, 3 H, CH3 C8), 0.89 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.05-1.13 / 1.28-1.36 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.14-1.29 (m, 4 H, 

2×CH2 C4 C5), 1.43-1.49 (m, 2 H, CH2 C6), 1.71-1.82 (m, 1 H, CH C2), 2.45 (s, 3 H, CH3Ph), 3.57 (t, 
3
J=6.5 Hz, 2 H, CH2OTBS), 3.80 / 3.87 (2dd, 2J=9.3, 3J=6.3 / 6.0 Hz, 2 H, TsOCH2), 7.34 (br.d, 3J=7.9 Hz, 

2 H, m-arCH), 7.79 (d, 3
J=8.2 Hz, 2 H, o-arCH).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.12 (q, Si(CH3)2), 16.57 (q, CH3 C8), 18.51 (s, 

SiCMe3), 21.78 (q, CH3Ph), 26.06 / 26.56 (2t, C4 C5), 26.13 (q, SiC(CH3)3), 32.82 (t, CH2 C3), 32.87 (t, 

CH2 C6), 32.95 (d, CH C2), 63.28 (t, CH2OTBS), 75.26 (t, TsOCH2), 128.06 (d, o-arCH), 129.93 (d, m-

arCH), 133.34 (s, C9), 144.74 (s, Me-C12).  

H.6.6.6 Sulcatol  (#308) 

(2RS)-6-Methylhept-5-en-2-ol 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.024 g (53.33 mmol) 

Lithiumaluminiumhydrid in 70 mL trockenem Diethylether suspendiert 

und auf -20 °C gekühlt. Dann wurden über einen Zeitraum von 10 min 

4.447 g (35.24 mmol) frisch destilliertes 6-Methylhept-5-en-2-on (Sulcaton, #307) in 10 mL abs. 

Diethylether zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde nach langsamem Erwärmen auf RT für 

16 h gerührt. Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt und durch Zutropfen von 5.8 mL (ca. 

320 mmol H2O, 6 eq bezogen auf LAH) Natronlauge 2 N hydrolysiert. Das Gemisch wurde bei RT 

4 h unter allmählicher Farbänderung von grau nach schneeweiß gerührt, über MgSO4 getrocknet 

und der grobkörnige Niederschlag über Kieselgur abfiltriert. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei 200 mbar gereinigt. Es wurden 3.602 g (28.10 mmol) rac-Sulcatol 

(#308) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C8H16O] = 128.22 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (3), 39 (44), 40 (11), 41 (100, C3H5
+), 42 (12), 43 (44), 44 (6), 45 

(42), 46 (1), 50 (3), 51 (6), 52 (3), 53 (16), 54 (5), 55 (28), 56 (10), 57 (6), 58 (11), 59 (2), 63 (1), 65 

(5), 66 (2), 67 (50), 68 (18), 69 (37, C5H9
+), 70 (5), 71 (19), 72 (2), 77 (4), 78 (1), 79 (7), 80 (2), 81 

(11), 82 (3), 83 (2), 84 (1), 85 (7), 86 (2), 91 (4), 93 (7), 95 (95, C7H11
+), 96 (7), 108 (2), 109 (1), 110 

(16, M+-H2O), 111 (2), 113 (3), 128 (6, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.19 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CH3CH C1), 

1.44-1.52 (m, 2 H, CH2 C3), 1.62 (br.s, 3 H, CH3 C8),  1.69 (d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.98-2.15 (m, 2 

H, CH2 C4), 3.80 (qdd, 3J=6.3, 6.0, 6.0 Hz, 1 H, CHOH), 5.13 (tqq, 3J=7.2, 4J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C5).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.79 (q, CH3 C8), 23.60 (q, CH3 C1), 24.63 (t, CH2 

C4), 25.83 (q, CH3 C7), 39.37 (t, CH2 C3), 68.10 (d, CHOH C2), 124.20 (d, =CH C5), 132.18 (s, C6).   

H.6.6.7 (2RS)-2-Methansulfonyloxy-6-methylhept-5-en  (#309) 

Unter Argon-Atmosphäre 2.930 g (22.85 mmol) rac-Sulcatol 

(#308) und 4.80 mL (34.6 mmol) Triethylamin in 50 mL trockenem 

Dichlormethan gelöst und auf -40 °C gekühlt. Dann wurden 2.82 g 

(24.6 mmol) Methansulfonylchlorid in 10 mL Dichlormethan langsam zugetropft, wobei ein 
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weißer Niederschlag ausfiel. Das Reaktionsgemisch wurde für 2 Stunden bei -40 °C gerührt und 

dann durch Zugabe von 1.00 mL (55.5 mmol) destilliertem Wasser verrührt mit 7.5 g 

Natriumhydrogencarbonat gequencht. Das Gemisch wurde über 2 h auf Raumtemperatur 

erwärmt, über Magnesiumsulfat getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Filtrat wurde 

eingeengt, der Rückstand mit 20 mL Diethylether aufgenommen und über 15 g Kieselgel filtriert 

und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Es wurden 4.281 g (20.75 mmol, 91%) (2RS)-2-

Methansulfonyloxy-6-methylhept-5-en (#309) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C9H18O3S] = 206.30 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (3), 41 (33), 42 (4), 43 (10), 45 (4), 53 (7), 54 (3), 55 (16), 

56 (3), 65 (2), 67 (24), 68 (19), 69 (44, C5H9
+), 70 (3), 79 (16), 81 (11), 82 (2), 93 (4), 95 (100, C7H11

+), 

96 (8), 110 (33, M+-MsOH), 111 (8, M+-MsO), 123 (2), 125 (0.1), 206 (0.2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.42 (d, 3J=6.3 Hz, 3 H, CH3 C1), 1.56-

1.67 / 1.72-1.82 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.61 (br.s, 3 H, CH3 C8), 1.69 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.99-

2.16 (m, 2 H, CH2 C4), 2.99 (s, 3 H, SO2CH3), 4.79 (dqd, 3
J=7.3, 6.3, 5.4 Hz, 1 H, CHOMs C2), 5.08 

(tqq, 3J=7.1, 4J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C5).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.86 (q, CH3 C8), 21.33 (q, CH3 C1), 23.88 (t, CH2 

C4), 25.80 (q, CH3 C7), 36.91 (t, CH2 C3), 38.81 (s, SO2CH3), 80.14 (d, CHOMs), 122.83 (d, =CH C5), 

133.02 (s, C6).    

H.6.6.8 (2RS)-2-Brom-6-methylhept-5-en  (#310) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.38 g (11.54 mmol) rac-2-

Mesyloxy-6-methylhept-5-en (#309) und 2.45 g (28.2 mmol) 

Lithiumbromid in 30 mL trockenem Aceton gelöst und 2.5 g (29.8 mmol) 

Natriumhydrogencarbonat suspendiert. Das Reaktionsgemisch wurde für 24 Stunden bei 50 °C 

gerührt. Dann wurde das Lösungsmittel unter leicht vermindertem Druck entfernt, der 

Rückstand in 20 mL Petrolether 35-50 aufgenommen, über 15 g Silica filtriert und vorsichtig 

einrotiert. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei 100 mbar gereinigt. Es 

wurden 1.94 g (10.15 mmol, 88%) (2RS)-2-Brom-6-methylhept-5-en (#310) als farblose 

Flüssigkeit erhalten.  

M [C8H15Br] = 191.11 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (22), 40 (5), 41 (78, C3H5
+), 42 (8), 43 (4), 51 (3), 52 (2), 53 (11), 

54 (4), 55 (26), 56 (3), 65 (3), 66 (2), 67 (13), 68 (5), 69 (100, C5H9
+), 70 (8), 77 (2), 79 (3), 81 (3), 83 

(2), 91 (1), 93 (1), 95 (20, C7H11
+), 96 (2), 107 (1), 109 (1), 110 (7), 111 (14), 112 (1), 120 (0.2), 121 

(0.4), 122 (0.2), 123 (0.4), 133 (1, C4H6
79Br+), 134 (0.3), 135 (1, C4H6

81Br+), 136 (0.3), 148 (1), 150 (1), 

190 (4, 79Br-M+), 191 (0.4), 192 (4, 81Br-M+), 193 (0.4).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.64 (s, 3 H, CH3CH= C8), 1.69 (br.d, 
4
J=1.3 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.71 (d, 3J=6.7 Hz, 3 H, CH3CHBr C1), 1.71-1.81 / 1.82-1.93 (2m, 2 H, CH2 C3), 

2.07-2.24 (m, 2 H, CH2 C4), 4.13 (dqd, 3
J=8.5, 6.7, 4.8 Hz, 1 H, CHBr C2), 5.08 (tqq, 3

J=7.2, 4
J=1.4, 1.3 

Hz, 1 H, =CH C5).    
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.93 (q, CH3 C8), 25.86 (q, CH3 C7), 26.52 (t, CH2 

C4), 26.63 (q, CH3 C1), 41.39 (t, CH2 C3), 51.57 (d, CHBr C2), 122.94 (d, =CH C5), 132.99 (s, C6).   

H.6.6.9 (6RS,8RS)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-6,8,12-trimethyltridec-11-en  (#312) 

Zur Bereitung des GRIGNARD-Reagenzes 

von Sulcatylbromid (#311) wurden nach 

AAV 9 unter Argon-Atmosphäre 130 mg 

(5.35 mmol) frisch gemörsertes Magnesium mit ca. 1 mL trockenem THF überschichtet und mit 

einem Tropfen 1,2-Dibromethan versetzt. Anschließend wurden langsam 372 mg (1.95 mmol) 

frisch destilliertes Sulcatylbromid (#310) in 2 mL trockenem THF zugetropft und nach Starten 

der Reaktion weitere 20 mL trockenes THF zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde 16 

Stunden bei Raumtemperatur gerührt und das Reagenz dann zur kupferkatalysierten 

Kreuzkupplung verwendet.  

Dazu wurden nach AAV 10 unter Argon-Atmosphäre 402 mg (0.97 mmol) (2RS)-7-TBSO-2-

methyl-1-pTsO-heptan (#304) in 20 mL wasser- und sauerstofffreiem THF gelöst, mit 15 mg 

(0.079 mmol) über P2O5 bei im Vakuum 80 °C getrocknetes Kupfer(I)iodid versetzt und auf 

-90 °C gekühlt. Dann wurde die zuvor bereitete Sulcatylmagnesiumbromid-Lösung (#311) 

zugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde sehr langsam auf Raumtemperatur erwärmt und dann 

48 Stunden gerührt, wobei es sich tiefblauschwarz färbte. Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt, 

mit 3 mL ges. NH4Cl-lösung versetzt und wie für 1-TBSO-4,8,12-trimethyltridec-11-en (#295) 

beschrieben aufgearbeitet. Die organische Phase wurde eingeengt, der Rückstand mit 5 mL 

Diethylether aufgenommen und über 3 g Kieselgel filtriert. 342 mg (max 0.96 mmol) 

Rohprodukt wurden zur Deblockierung in der nächsten Stufe eingesetzt.  

M [C22H46OSi] = 354.69 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 41 (33), 42 (3), 43 (9), 55 (34), 56 (7), 57 (15), 59 (8), 61 (5), 

67 (10), 68 (3), 69 (100, C5H9
+), 70 (7), 71 (6), 73 (23), 75 (86), 76 (7), 77 (5), 81 (16), 82 (4), 83 (31), 

85 (4), 89 (12), 95 (28), 96 (3), 97 (36), 98 (3), 99 (4), 101 (10), 109 (27), 111 (27), 115 (9), 123 (12), 

125 (7), 129 (7), 137 (6), 143 (5), 151 (6), 157 (4), 165 (4), 171 (6), 185 (21), 186 (3), 187 (4), 199 (4), 

213 (5), 227 (10), 241 (3), 255 (5), 269 (2), 297 (35, M+-tBu), 298 (9), 339 (0.5, M+-Me). 

H.6.6.10 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol  (#313) 

Das Rohprodukt 1-TBSO-6,8,12-trimethyltridec-

11-en (#312) wurde nach der für #295 

beschriebenen Methode deblockiert. Dazu wurde 

das Rohprodukt der Kreuzkupplung (342 mg, max. 0.96 mmol) in 10 mL THF gelöst und mit 

682 mg (1.21 mmol) TBAF�3H2O versetzt. Die Lösung wurde bei RT für 17 h gerührt und dann 

wie für #296 aufgearbeitet. Die abschließende Säulenchromatographie über 40 g Kieselgel 
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PE 35-50 / EE (8:1) als Laufmittel lieferte 189 mg (0.79 mmol, 81% 2 Stufen) (6RS,8RS)-6,8,12-

Trimethyltridec-11-en-1-ol (#313) als farbloses Öl.  

M [C16H32O] = 240.43 g/mol 

Rf = 0.16 (PE / EE, 8:1) 

Diastereomerenverhältnis: dr (6,8syn : 6,8anti) = 1:1 (GC/MS) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (16), 40 (3), 41 (97), 42 (14), 43 (29), 44 (3), 45 (2), 51 (2), 53 

(12), 54 (5), 55 (89), 56 (26), 57 (25), 58 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (27), 68 (17), 69 (100, C5H9
+), 70 (20), 

71 (22), 72 (1), 77 (2), 79 (5), 81 (38), 82 (22), 83 (41, C6H11
+), 84 (11), 85 (9), 86 (3), 91 (2), 93 (1), 94 

(1), 95 (31), 96 (22), 97 (37), 98 (5), 99 (1), 109 (11), 110 (5), 111 (12, C8H15
+), 112 (4), 113 (3), 114 

(2), 123 (1), 124 (1), 126 (7), 127 (3), 128 (1), 129 (5), 137 (12), 138 (1), 153 (2, C11H21
+), 155 (3), 240 

(3, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 / 0.83 / 0.84 / 0.85 (4d, 3
J=6.5 / 

6.5 / 6.5 / 6.3 Hz, 12 H, 2×CH3 C14 C15), 1.03-1.09 (m, 2 H, CH2 C4), 1.05-1.10 (m, 2 H, CH2 C7), 

1.08-1.15 (m, 2 H, CH2 C5), 1.06-1.16 / 1.25-1.32 (m, 2 H, CH2 C9), 1.28-1.37 (m, 2 H, CH2 C3), 1.40-

1.56 (m, 2 H, 2×CH C6 C8), 1.54-1.62 (m, 2 H, CH2 C2), 1.60 / 1.63 (2br.s, 3 H, CH3 C16),  1.68 / 1.69 

(2br.d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, CH3 C13), 1.86-2.04 / 2.02-2.13 (2m, 2 H, CH2 C10), 3.64 (t, 3J=6.7 Hz, 2 H, CH2 

C1), 5.10 (tqq, 3J=7.1, 3J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C11).      
13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.73 / 17.79 (2q, CH3 C16), 19.65 (q, CH3 C14), 

20.39 (q, CH3 C15), 25.60 / 25.73 (2t, CH2 C10), 25.86 (q, CH3 C13), 26.23 / 26.26 (2t, CH2 C4), 26.88 

/ 27.01 (2t, CH2 C3), 29.94 / 29.95 / 30.17 / 30.21 (4d, CH C6 C8), 33.04 (t, CH2 C2), 37.02 / 37.09 

(2t, CH2 C5), 38.05 / 38.17 (2t, CH2 C9), 44.91 / 45.24 (2t, CH2 C7), 63.27 (t, CH2 C1), 125.24 / 125.26 

(2d, =CH C11), 131.10 (s, C12).   

H.6.6.11 (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal  (#314) 

Die Darstellung von 6,8,12-Trimethyltridec-11-

enal (#314) erfolgte analog der Synthese von 4,8,12-

Trimethyltridec-11-enal (#297) aus 95 mg 

(0.40 mmol) (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-en-1-ol (#313) in 20 mL trockenem 

Dichlormethan unter Verwendung von 30 mg Molsieb 4 Å von und 192 mg (0.89 mmol) 

Pyridiniumchlorochromat. Nach Erwärmen von -20 °C auf RT über 30 min wurde das 

Reaktionsgemisch wie in AAV 11 beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch über 16 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (40:1) als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 59 mg (0.25 mmol, 63%) (6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#314) als leicht 

gelbe Flüssigkeit erhalten.  

Rf = 0.23 (PE / EE, 40:1) 

M [C16H30O] = 238.42 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 41 (69), 42 (7), 43 (24), 44 (6), 53 (6), 55 (40), 56 (21), 57 

(26), 67 (20), 68 (18), 69 (100, C5H9
+), 70 (21), 71 (16), 79 (4), 81 (18), 82 (12), 83 (27), 84 (9), 85 (5), 

93 (5), 94 (10), 95 (37), 96 (5), 97 (18), 98 (3), 107 (4), 109 (17), 110 (5), 111 (10, C8H15
+), 112 (12), 

O
2

3
46

7
8

10

11
12

13

1415

159

16



H.6 Hodotermes mossambicus – Experimenteller Teil 

 

836 

124 (4), 125 (3), 126 (4), 135 (8), 151 (3), 153 (5, C11H21
+), 163 (1), 181 (1), 194 (2, M+-C2H4O ML), 

220 (1, M+-H2O), 238 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 / 0.83 / 0.84 / 0.85 (4d, 3
J=6.5 / 

6.5 / 6.5 / 6.8 Hz, 12 H, 2×CH3 C14 C15), 1.01-1.08 / 1.17-1.24 (2m, 2 H, CH2 C7), 1.06-1.15 / 1.23-

1.33 (m, 2 H, CH2 C9), 1.11-1.17 / 1.27-1.34 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.25-1.37 (m, 2 H, CH2 C4), 1.42-1.53 

(m, 2 H, 2×CH C6 C8), 1.56-1.66 (m, 2 H, CH2 C3), 1.60 (br.s, 3 H, CH3 C16), 1.68 (br.d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, 

CH3 C13), 1.86-2.04 / 2.02-2.13 (2m, 2 H, CH2 C10), 2.42 (br.t, 3
J=7.5 Hz, 2 H, CH2 C2), 5.10 (tqq, 

3
J=7.1, 3J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C11), 9.77 (t, 3J=1.9 Hz, 1 H, CHO C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 17.80 (q, CH3 C16), 19.59 / 19.62 (2q, CH3 C14), 

20.31 / 20.39 (2q, CH3 C15), 22.60 / 22.63 (2t, CH2 C3), 25.60 / 25.73 (2t, CH2 C10), 25.86 (q, CH3 

C13), 26.70 / 26.81 (2t, CH2 C4), 29.94 / 30.09 / 30.14 (3d, CH C6 C8), 36.78 / 37.05 (2t, CH2 C5), 

37.79 / 38.16 (2t, CH2 C9), 44.12 (t, CH2 C2), 44.85 / 45.18 (2t, CH2 C7), 125.19 / 125.21 (2d, =CH 

C11), 131.14 (s, C12), 202.97 / 202.99 (2d, CHO C1).    

H.6.6.12 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester  (#315) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden Es 

wurden 64 mg (0.57 mmol) Kalium-tert-

butanolat in 5 mL trockenem 

Dichlormethan suspendiert und auf -

78 °C gekühlt. Nach Zutropfen von 148 mg (0.66 mmol) frisch destilliertem 

Triethylphosphonoacetat (#193) in 5 mL trockenem DCM wurde die Lösung 2 Stunden bei 

Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde auf -30 °C gekühlt und 52 mg (0.22 mmol) 

(6RS,8RS)-6,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#314) in 5 mL trockenem DCM wurden langsam 

zugetropft. Die Lösung wurde 16 h bei Raumtemperatur gerührt, auf 0 °C gekühlt und mit 4 mL 

ges. Ammoniumchlorid-Lsg. versetzt. Das Dichlormethan wurde im Vakuum entfernt und der 

Rückstand zweimal mit je 8 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten organischen Phasen 

wurden mit je 8 mL dreimal mit ges. Ammoniumchlorid-, einmal mit ges. 

Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit ges. Natriumchlorid-Lsg. gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet und über Kieselgur filtriert. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 11 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (50:1) als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 61 mg (0.20 mmol, 91%) (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-

diensäureethylester (#315) als farbloses Öl erhalten. 

Rf = 0.20 (PE / EE, 40:1) 

M [C20H36O2] = 308.51 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 41 (66), 42 (7), 43 (22), 53 (10), 54 (4), 55 (49), 56 (16), 57 

(23), 67 (27), 68 (14), 69 (100, C5H9
+), 70 (15), 71 (19), 73 (5), 79 (6), 81 (31), 82 (14), 83 (31), 84 (5), 

85 (5), 86 (5), 93 (6), 94 (6), 95 (37), 96 (9), 97 (29), 98 (4), 99 (9), 101 (4), 107 (7), 108 (14), 109 (50, 

C8H13
+), 110 (8), 111 (9), 114 (16), 121 (6), 122 (3), 123 (14), 125 (4), 127 (19), 135 (7), 136 (8), 137 

(11), 149 (18), 150 (5), 151 (9), 153 (5), 155 (5), 177 (5), 182 (9), 183 (7), 195 (4, C14H27
+), 223 (4), 

237 (1), 263 (2, M+-OEt), 308 (1, M+). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.81 / 0.83 / 0.83 / 0.85 (4d, 3
J=6.5 / 

6.3 / 6.8 / 6.5 Hz, 12 H, 2×CH3 C16 C17), 1.02-1.08 / 1.07-1.14 (m, 2 H, CH2 C7), 1.02-1.09 (m, 2 H, 

CH2 C9), 1.06-1.17 / 1.23-1.33 (m, 2 H, CH2 C11), 1.24-1.32 / 1.37-1.44 (m, 2 H, CH2 C6), 1.29 (t, 
3
J=7.2 Hz, 3 H, OCH2CH3), 1.40-1.48 (m, 2 H, CH2 C5), 1.44-1.54 (m, 2 H, 2×CH C8 C10), 1.60 (br.s, 3 

H, CH3 C18), 1.68 (d, 4
J=1.4 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.85-2.07 (m, 2 H, CH2 C12), 2.20 (tdd, 3

J=7.2, 7.2, 
4
J=1.3 Hz, 2 H, CH2 C4), 4.18 (q, 3

J=7.2 Hz, 3 H, OCH2Me), 5.10 (tqq, 3
J=7.1, 3

J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH 

C13), 5.81 (dt, 3J=15.6, 4J=1.5 Hz, 1 H, =CH C2),  6.97 (dt, 3J=15.6, 7.0 Hz, 1 H, CH= C3).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.44 (q, OCH2CH3), 17.80 (q, CH3 C18), 19.63 (q, 

CH3 C16), 20.36 (q, CH3 C17), 25.59 / 25.73 (2t, CH2 C12), 25.86 (q, CH3 C15), 26.65 / 26.75 (2t, CH2 

C6), 28.54 (t, CH2 C5), 29.92 / 29.94 / 30.13 / 30.18 (4d, CH C8 C10), 32.40 (t, CH2 C4), 36.79 / 37.06 

(2t, CH2 C7), 37.80 / 38.15 (2t, CH2 C11), 44.89 / 45.21 (t, CH2 C9), 60.26 (t, OCH2Me), 121.41 (d, 

=CH C2), 125.22 (d, =CH C13), 131.32 (s, C14), 149.60 (d, CH= C3), 167.75 (s, C1).   

H.6.6.13 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol  (Hm.5) 

Die Reduktion zum Allylalkohol erfolgte 

nach der Vorschrift für 6,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.3). 

Unter Arbon-Atmosphäre wurden 58 mg (0.19 mmol) (2E,8RS,10RS)-8,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-diensäureethylester (#315) in 5 mL trockenem DCM gelöst, auf -70 °C 

gekühlt und tropfenweise mit 0.6 mL (0.6 mmol) DIBAlH-Lösung 1 M in Heptan versetzt. Die 

Reaktionslösung wurde über 3 h auf RT erwärmt. Dann wurde auf -78 °C gekühlt, die Reaktion 

durch Zugabe von 0.2 mL (4.9 mmol) trockenem Methanol gequencht und wie oben beschrieben 

aufgearbeitet. Die säulenchromatographische Reinigung über 5 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE 

(10:1) als Laufmittel lieferte 42 mg (0.16 mmol, 84%) (2E,8RS,10RS)-8,10,14-

Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-ol (Hm.5) als farbloses Öl. 

M [C18H34O] = 266.47 g/mol 

Diastereomerenverhältnis: dr (8,10syn : 8,10anti) = 1:1 (GC/MS) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (72), 42 (8), 43 (29), 44 (3), 45 (1), 51 (1), 53 (7), 

54 (5), 55 (55), 56 (16), 57 (34), 58 (2), 59 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (30), 68 (15), 69 (100), 70 (20), 71 

(13), 72 (1), 77 (2), 78 (1), 79 (8), 80 (7), 81 (41), 82 (29), 83 (28), 84 (6), 85 (4), 91 (2), 92 (1), 93 (9), 

94 (7), 95 (40), 96 (14), 97 (17), 98 (6), 99 (1), 105 (1), 107 (10), 108 (5), 109 (38), 110 (12), 111 (8), 

112 (2), 121 (8), 122 (6), 123 (17), 124 (5), 125 (1), 126 (1), 135 (6), 136 (3), 137 (3), 138 (1), 139 (1), 

140 (1), 149 (4), 150 (2), 151 (6), 152 (2), 153 (1), 163 (7), 164 (1), 165 (1), 166 (1), 177 (2), 179 (1), 

180 (1), 181 (1), 191 (1), 192 (1), 205 (2), 206 (1), 233 (1, M+-H2O-Me), 248 (1, M+-H2O), 266 (0.3, 

M+). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.35 (q, CH3 C18), 19.65 (q, CH3 C16), 20.4 (q, 

CH3 C17), 25.6 / 25.73 (2t, CH2 C12), 25.86 (q, CH3 C15), 26.62 / 26.75 (2t, CH2 C6), 29.63 (t, CH2 C5), 

29.95 / 30.16 (2d, CH C8 C10), 32.4 (t, CH2 C4), 36.87 / 37.09 (2t, CH2 C7), 37.9 / 38.16 (2t, CH2 C11), 

44.94 / 45.24 (s, CH2 C9), 64.03 (t, CH2OH C1), 125.26 (d, =CH C13), 131.38 (s, C14), 129.01 (d, =CH 

C2), 133.75 (d, CH= C3), 190.71 (s, CHO C1).   
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H.6.6.14 (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal  (Hm.6) 

Die Oxidation zum Aldehyd erfolgte analog 

der für 6,8,12-Trimethyltridec-11-enal (#314) 

beschriebenen Methode. Unter Argon-

Schutzgas wurden 27 mg (0.101 mmol) (2E,8RS,10RS)-8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dien-1-

ol (Hm.5) in 6 mL trockenem DCM gelöst, mit 20 mg Molsieb 4 Å und bei -50 °C mit 44 mg 

(0.20 mmol) PCC versetzt. Das Gemisch wurde über 80 min auf RT erwärmt und wie oben 

aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 4 g Kieselgel mit PE 35-

50 / EE (20:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 15 mg (0.056 mmol, 55%) (2E,8RS,10RS)-

8,10,14-Trimethylpentadeca-2,13-dienal (Hm.6) als leicht gelbliches Öl erhalten. 

M [C18H32O] = 264.45 g/mol 

Diastereomerenverhältnis: dr (8,10syn : 8,10anti) = 1:1 (GC/MS) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (3), 41 (80), 42 (8), 43 (24), 44 (1), 51 (1), 52 (1), 53 (8), 

54 (3), 55 (51), 56 (15), 57 (29), 58 (1), 59 (1), 65 (2), 66 (2), 67 (24), 68 (11), 69 (100), 70 (26), 71 

(11), 72 (1), 77 (2), 78 (1), 79 (9), 80 (3), 81 (25), 82 (24), 83 (39), 84 (6), 85 (4), 91 (3), 92 (1), 93 

(10), 94 (6), 95 (37), 96 (18), 97 (18), 98 (5), 99 (1), 105 (3), 106 (1), 107 (10), 108 (5), 109 (40), 110 

(16), 111 (10), 112 (2), 119 (4), 120 (1), 121 (7), 122 (4), 123 (12), 124 (4), 125 (2), 126 (1), 133 (3), 

134 (1), 135 (4), 136 (1), 137 (4), 138 (3), 139 (3), 140 (1), 147 (2), 148 (1), 149 (4), 150 (3), 151 (12), 

152 (2), 153 (1), 161 (5), 162 (1), 163 (2), 164 (1), 165 (1), 175 (1), 177 (1), 179 (3), 180 (4), 181 (1), 

189 (1), 193 (1), 194 (2), 203 (2), 207 (1), 208 (1), 221 (1), 233 (1), 246 (1, M+-H2O), 264 (2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.82 / 0.83 / 0.84 / 0.84 (4d, 3
J=6.3 / 

6.3 / 6.6 / 6.6 Hz, 12 H, 2×CH3 C16 C17), 1.01-1.08 / 1.07-1.15 (m, 2 H, CH2 C7), 1.02-1.09 (m, 2 H, 

CH2 C9), 1.07-1.17 / 1.23-1.34 (m, 2 H, CH2 C11), 1.24-1.32 / 1.37-1.44 (m, 2 H, CH2 C6), 1.41-1.49 

(m, 2 H, CH2 C5), 1.43-1.55 (m, 2 H, 2×CH C8 C10), 1.60 (br.s, 3 H, CH3 C18), 1.68 (br.s, CH3 C15), 

1.86-2.05 (m, 2 H, CH2 C12), 2.34 (br.td, 3
J=7.3, 7.1 Hz, 2 H, CH2 C4), 5.10 (br.t, 3

J=7.1 Hz, 1 H, =CH 

C13), 6.12 (dd, 3
J=15.4, 7.9 Hz, 1 H, =CH C2), 6.85 (dt, 3

J=15.4, 7.0 Hz, 1 H, CH= C3), 9.51 (d, 3
J=7.9 

Hz, 1 H, CHO).   
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H.6.7 Methyl-verzweigte Heptacosane  

H.6.7.1 3-Methylheptacosan  (Cf.1) 

H.6.7.1a 2,6-Dimethyloct-2-en  (#319) 

(R)-2,6-Dimethyloct-2-en (R-#319):  

Unter Argon-Atmosphäre wurden 822 mg (21.66 mmol) LiAlH4 in 

40 mL trockenem Diethylether suspendiert. Bei -40 °C wurde eine 

Lösung von 3.84 g (12.38 mmol) (3S)-3,7-Dimethyl-1-(para-

toluolsulfonyloxy)oct-6-en (#280) in 10 mL trockenem Diethylether langsam zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wurde 16 Stunden bei RT gerührt. Zur Hydrolyse überschüssigen LAH 

wurden bei 0 °C langsam 2.4 mL (130 mmol) 2N aq. NaOH-Lösung zugegeben. Anschließend 

wurde das weiße Gemisch mit Magnesiumsulfat versetzt, filtriert und am Rotationsverdampfer 

eingeengt. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation gereinigt. Es wurden 1.522 g 

(10.85 mmol, 88 %) (R)-2,6-Dimethyloct-2-en (S-#319) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

(S)-2,6-Dimethyloct-2-en (S-#319):  

Unter Inertgasatmosphäre wurden 611 mg (16.10 mmol, 2.5 eq.) 

Lithiumaluminiumhydrid in 40 mL trockenem Diethylether 

suspendiert und auf -30 °C gekühlt. Dann wurden 2.015 g 

(6.491 mmol) (R)-3,7-Dimethyl-1-toluolsulfonyloxyoct-6-en (#280) in 20 mL trockenem 

Diethylether über 20 min zugetropft. Nach Rühren über Nacht wurde wie für (R-#319) 

beschrieben aufgearbeitet und gereinigt. Es wurden 818 mg (5.85 mmol, 90%) (S)-2,6-

Dimethyloct-2-en (S-#319)als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C10H20] = 140.26 g/mol 

Spezifische Drehung:  = -+14° (c = 0.5, CHCl3)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (3), 41 (62), 42 (9), 43 (22), 45 (1), 51 (2), 53 (8), 54 (3), 

55 (48), 56 (34, C4H8
+), 57 (15), 59 (1), 65 (2), 67 (10), 68 (5), 69 (100, C5H9

+), 70 (66), 71 (13), 77 (2), 

79 (2), 81 (2), 82 (2), 83 (17), 84 (14), 85 (2), 97 (2), 111 (9), 112 (2), 125 (1, M+-Me), 140 (29, M+), 

141 (3).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.860 (t, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CHCH3 C10), 

0.861 (d, 3
J=7.3 Hz, 3 H, CH2CH3 C8), 1.08-1.17 / 1.28-1.37 (2m, 2 H, =CHCH2CH2 C5), 1.09-1.18 / 

1.29-1.37 (2m, 2 H, CH2CH3 C7), 1.30-1.40 (m, 1 H, CH C6), 1.61 (br.s, 3 H, CH3C= C9), 1.69 (br.d, 
4
J=1.3 Hz, 3 H, CH3C= C1), 1.88-2.05 (m, 2 H, =CHCH2 C4), 5.11 (tqq, 1 H, 3

J=7.1 Hz, 4
J=1.3, 1.3 Hz, 

=CH C3). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 11.5 (q, C-8), 17.8 (q, C-10), 19.3 (q, C-1), 25.8 (t, 

C-4), 25.9 (q, C-9), 29.6 (t, C-7), 34.2 (d, C-6), 36.9 (t, C-5), 125.3 (d, C-3), 131.1 (s, C-2). 

H.6.7.1b 4-Methylhexanal  (#320) 

(S)-4-Methylhexanal (S-#320):  
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Unter Argon-Atmosphäre wurden 804 mg (5.74 mmol) (S)-2,6-

Dimethyloct-2-en (S-#319) in einem 100 mL 3-Hals-Kolben mit 

Gaseinleitungsfritte in einem Gemisch aus 40 mL trockenem DCM und 

5 mL trockenem MeOH gelöst, mit 67 mg (0.64 mmol) Na2CO3 versetzt und auf -80 °C gekühlt. 

Anschließend wurde so lange von einem Ozonisator erzeugtes Ozon (ca. 2% O3 in O2) eingeleitet, 

bis eine beginnende Blaufärbung gelöstes, überschüssiges Ozon anzeigte (ca. 15 min). Dann 

wurde in der Kälte 1 mL (12.80 mmol, 2 eq.) Dimethylsulfid (DMS) in 8 mL trockenem DCM 

langsam zugetropft und über Nacht bei RT gerührt. Das Lösungsmittel wurde am 

Rotationsverdampfer entfernt und der Rückstand in 30 mL Diethylether aufgenommen. Die 

organische Phase wurde dreimal mit jeweils 30 mL halbgesättigter NaHCO3- und einmal mit 

30 mL ges. Natriumchlorid-Lösung gewaschen und dann über Magnesiumsulfat getrocknet. Nach 

Filtration über Kieselgur wurde das Lösemittel unter vermindertem Druck entfernt. Die 

säulenchromatographische Reinigung über 45 g Kieselgel mit PE 35-50 / Diethylether (20:1) als 

Eluent ergab 253 mg (2.22 mmol, 39%) (S)-4-Methylhexanal (#320) als farblose Flüssigkeit. 

Spezifische Drehung:  = -+5° (c = 0.6, CHCl3)  

(R)-4-Methylhexanal (R-#320):  

Die Synthese von R-#320 erfolgt analog der Ozonolyse von (6S)-2,6-

Dimethyloct-2-en (S-#319) aus 1.52 g (10.85 mmol) R-#319 in 60 mL 

trockenem DCM/MeOH (5:1) unter Zusatz von 324 mg (1.09 mmol) 

Natriumcarbonat. Unter Kühlung auf -70 °C wurde für ca. 30 min bis zur Blaufärbung des 

Lösemittels O3 eingeleitet. Zur Zerstörung der Ozonide wurden bei dieser Temperatur 3.2 mL 

(43.4 mmol) Dimethylsulfid zugetropft. Nach Rühren für 2 h bei RT wurde wie oben beschrieben 

aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation gereinigt. Es wurden 861 mg 

(7.54 mmol, 70 %) (R)-4-Methylhexanal (R-#320) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C7H14O] = 114.18 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (20), 41 (69), 42 (17), 43 (30), 44 (4), 52 (2), 53 (5), 55 (62), 56 

(10), 57 (58), 58 (20), 65 (2), 67 (17), 69 (4), 70 (100), 71 (27), 72 (2), 81 (16), 83 (3), 85 (9), 86 (9), 

96 (9). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.878 (t, 3
J=7.2 Hz, 3 H, CH2CH3 C6), 

0.879 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CHCH3 C7), 1.12-1.23 / 1.30-1.40 (2m, 2 H, CH2CH3 C5), 1.35-1.43 (m, 1 H, 

CH C4), 1.39-1.50 / 1.62-1.73 (2m, 2 H, CH2 C3), 2.28-2.45 (m, 2 H, CH2 C2), 9.77 (t, 3
J=1.9 Hz, 1 H, 

CHO).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 11.37 (q, CH3 C6), 18.91 (q, CH3 C7), 29.26 (t, CH2 

C5), 31.41 (t, CH2 C3), 31.73 (t, CH2 C2), 34.10 (d, CH C4), 203.17 (d, CHO C1).  
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H.6.7.1c Henicosyltriphenylphosphoniumbromid  (#322) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 1.038 g (2.77 mmol) 1-Bromhenicosan (#321) und 

1.084 g (4.14 mmol) Triphenylphosphin in 20 mL trockenem Toluol gelöst und mit 300 mg 

(2.83 mmol) Na2CO3 versetzt. Das Gemisch wurde für 86 h unter Rückfluss erhitzt, wobei es sich 

leicht gelblich färbte. Danach wurden zugegeben und das Toluol im Vakuum fast vollständig 

entfernt. Der hochviskose, weißgelbe Rückstand wurde unter Rühren mit 5 mL EE / MeOH (4:1) 

aufgenommen und säulenchromatographisch über 20 g Kieselgel mit EE / MeOH (4:1) als 

Laufmittel gereinigt. Es wurden 1.276 g (2.00 mmol, 72%) Henicosyltriphenylphosphonium-

bromid (#322) als weißer, kristalliner Feststoff erhalten.  

M [C39H58BrP] = 637.76 g/mol 

M [C39H58P] = 557.43 g/mol 

Rf = 0.34 (DCM/MeOH 10:1) 

MS (FAB): m/z (%) = 262.1 (21, PPh3
+), 289.1 (11, H2CCHPPh3

+), 557.3 (100, MKat
+).  

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (2), 40 (1), 41 (11), 42 (3), 43 (18), 44 (1), 50 (1), 51 (4), 53 

(1), 54 (2), 55 (15), 56 (6), 57 (23), 58 (1), 63 (1), 65 (1), 67 (2), 68 (2), 69 (12), 70 (6), 71 (14), 72 (1), 

77 (3, Ph+), 78 (1), 79 (1), 80 (1), 81 (3), 82 (4), 83 (13), 84 (4), 85 (10), 86 (1), 91 (1), 95 (1), 96 (2), 

97 (12, C7H13
+), 98 (3), 99 (3), 102 (1), 107 (9), 108 (21, PPh+), 109 (2), 110 (1), 111 (7), 112 (2), 113 

(2), 115 (3), 124 (1), 125 (4), 126 (2), 127 (2), 128 (1), 131 (2), 133 (2), 135 (9, C4H8
79Br+), 137 (9), 

138 (1), 139 (3), 140 (1), 141 (2), 149 (2), 150 (1), 151 (3), 152 (7, (C6H4)2
+), 153 (3), 154 (3), 155 (1), 

157 (3), 163 (1), 165 (1), 167 (1), 168 (1), 169 (1), 170 (2), 181 (2), 182 (1), 183 (57, (C6H4)2P
+), 184 

(12), 185 (7), 186 (1), 197 (1), 211 (1), 261 (13), 262 (100, PPh3
+), 263 (20), 264 (2), 275 (0.3, 

CHPPh3
+), 277 (1), 289 (2, CH2CHPPh3

+), 294 (3), 295 (3, C21H43
+), 296 (2), 557 (1, M+), 558 (1) 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 (t, 3
J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C21), 

1.14-1.27 (m, 32 H, 16×CH2 C4 bis C19), 1.24-1.30 (m, 2 H, CH2 C20), 1.56-1.65 (m, 4H 2×CH2 C2 C3), 

3.76-3.86 (m, 2H CH2 C1), 7.69 (dddP, 3
J=7.7, 7.4 Hz, 4

JH-P=3.5 Hz, 6 H, 6×m-arCH), 7.78 (td, 3
J=7.5, 

5
JH-P=2.0 Hz, 3 H, 3×p-arCH), 7.85 (ddd, 6 H, 3JH-P=16.6, 3J=8.4, 4J=1.4 Hz Hz, 6 H, 6×o-arCH).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.3 (q, CH3 C21), 22.80 (tdP, 2
JC-P=3.0 Hz, CH2 

C2), 22.81 (t, CH2 C20), 22.78 / 29.31 / 29.39 / 29.47 / 29.67 / 29.72 / 29.77 / 29.83 / 30.61 (10t, C4 

bis C18), 23.2 (tdP, 1
JC-P=49.6 Hz, CH2P C1), 30.46 (tdP, 3

JC-P=15.3 Hz, CH2 C3), 32.05 (t, CH2 C19), 

118.65 (sdP, 1
JC-P=86.2 Hz, arC22), 130.58 (ddP, 3

JC-P=13.0 Hz, m-arC), 133.87 (ddP, 2
JC-P=9.9 Hz, o-

arC), 135.06 (ddP, 4JC-P=3.0 Hz, p-arC). 
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H.6.7.1d (6EZ)-3-Methylheptacos-6-en  (#323) 

(3S,6EZ)-3-Methylheptacos-6-en (S-#323): 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 446 mg (0.70 mmol) Henicosyltriphenylphosphonium-

bromid (#322) in 8 mL trockenem THF suspendiert und auf -40 °C gekühlt. Das WITTIG-Salz 

wurde durch Zutropfen von 0.70 mL (1.12 mmol) einer 1.6 molaren n-BuLi-Lösung in Hexan 

deprotoniert und bildete eine orange Lösung. Nach Rühren für 20 min bei RT wurde die Lösung 

erneut auf -40 °C gekühlt, langsam mit 65 mg (0.57 mmol) (S)-4-Methylhexanal (S-#320) in 2 mL 

trockenem THF versetzt und unter langsamem Aufwärmen auf RT für 20 h gerührt. Bei 0 °C 

wurden anschließend 0.07 mL (4 mmol) dest. Wasser in 2 mL THF zugegeben. Das 

Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt und das hellgelbe, ölige Rohprodukt mit Petrolether 

35-50, Seesand und MgSO4 versetzt. Zur Abtrennung von Triphenylphosphinoxid wurde bis zur 

feinen Verteilung des Feststoffs gerührt und über Kieselgur filtriert. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 4 g Kieselgel mit Pentan als Eluent gereinigt. Es wurden 52 mg 

(0.13 mmol, 23%) (3S,6EZ)-3-Methylheptacos-6-en (S-#323) als farbloses hochviskoses Öl 

erhalten.   

Spezifische Drehung:  = -+4° (c = 0.3, CHCl3)  

(3R,6EZ)-3-Methylheptacos-6-en (R-#323):  

Die Synthese von R-#323 erfolgte gemäß der Vorschrift für das Enantiomer S-#323: Unter 

Argon-Atmosphäre wurden 280.6 mg (0.44 mmol) Henicosyltriphenylphosphoniumbromid 

(#322) in 10 mL trockenem THF bei -40 °C mit 0.41 mL (0.66 mmol) 1.6 M n-Butyllithium-

Lösung deprotoniert und bei -20 °C mit 169 mg (1.32 mmol) (4R)-4-Methylhexanal (R-#320) in 

3 mL THF umgesetzt. Nach Rühren für 16 h bei RT wurde wie oben aufgearbeitet. Die 

säulenchromatographische Reinigung über 10 g Silica mit Pentan als Laufmittel lieferte 118 mg 

(0.30 mmol, 68 %) (3R,6EZ)-3-Methylheptacos-6-en (R-#323) als weißen Feststoff. 

M [C28H56] = 392.75 g/mol 

Rf- = 0.83 (Pentan) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (19), 42 (4), 43 (35), 44 (1), 53 (1), 54 (5), 55 (31), 56 (12), 

57 (33), 58 (1), 67 (8), 68 (5), 69 (29), 70 (100, C5H10
+), 71 (56), 72 (3), 79 (2), 80 (1), 81 (7), 82 (8), 83 

(33), 84 (9), 85 (10), 86 (1), 95 (4), 96 (5), 97 (28), 98 (4), 99 (4), 109 (2), 110 (2), 111 (15), 112 (3), 

113 (2), 123 (1), 124 (1), 125 (9, M+--n-Nonadecyl), 126 (1), 127 (1), 137 (1), 138 (1), 139 (4), 140 (1), 

141 (1), 153 (3), 154 (1), 155 (1), 167 (2), 169 (1), 181 (2), 195 (1), 209 (1), 223 (1), 237 (1), 251 (1), 

265 (1), 362 (3, M+-C2H6), 363 (3), 364 (1), 392 (2, M+), 393 (1). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.863 (t, 3
J=7.2 Hz, 3 H, CH3 C1), 

0.864 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CHCH3 C28), 0.88 (t, 3

J=6.7 Hz, 3 H, CH3 C27), 1.08-1.19 / 1.28-1.37 (2m, 2 

H, CH2 C2), 1.09-1.18 / 1.32-1.40 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.21-1.34 (m, 34 H, 17×CH2 C9 bis C25), 1.25-

1.35 (m, 2 H, CH2 C26), 1.30-1.39 (m, 1 H, CH C3), 1.93-2.08 (2m, 4 H, CH2CH=CHCH2 C5 C8), 5.32-

5.40 (2m, 2 H, CH=CH C6 C7). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 11.52 (q, CH3 C1), 14.28 (q, CH3 C27), 19.25 (q, 

CH3 C28), 22.85 (t, CH2 C26), 24.96 (t, CH2 C8), 27.36 (t, CH2 C5), 29.32 / 29.47 / 29.52 / 29.54 / 

29.71 / 29.81 / 29.93 (7t, 17×CH2 C2 und C9 bis C24), 32.09 (t, CH2 C25), 34.19 (d, CH C3), 36.81 (t, 

CH2 C4), 129.91 / 130.23 (2d, (E) CH=CH C6 C7), 130.35 / 130.70 (2d, (Z) CH=CH C6 C7). 

H.6.7.1e 3-Methylheptacosan  (Cf.1)  

(3S)-3-Methylheptacosan  (S-Cf.1) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurde 47.0 mg (0.119 mmol) (3S,6EZ)-3-Methylheptacos-6-en 

(S-#323) in 10 mL trockenem Pentan gelöst und mit 56 mg (≙ 0.052 mmol Pd) Palladium auf 

Aktivkohle (Pd/C 10%ig) versetzt. Im Autoklaven wurde zuerst dreimal mit Stickstoff bei 8 bar 

und dann zweimal mit Wasserstoff bei 20 bar gespült und anschließend bei 40 bar Wasserstoff-

Druck für 14 h hydriert. Danach wurde der Wasserstoff mit Stickstoff ausgetrieben und das 

Gemisch über 2 g Kieselgel filtriert. Es wurden 46 mg (0.116 mmol, 97%) (S)-3-

Methylheptacosan (S-Cf.1) als weißer, wachsartiger Feststoff erhalten.   

Spezifische Drehung:  = +3° (c = 0.5, CHCl3)  

(3R)-3-Methylheptacosan  (R-Cf.1) 

Analog der Hydrierung von S-#323 wurden 118 mg (0.30 mmol) (3R,6EZ)-3-Methylhexacos-6-

en (R-#323) und 30 mg Pd/C (10%ig) in 6 mL trockenem Pentan bei RT unter 15 bar 

Wasserstoff-Atmosphäre für 12 h gerührt. Die Säulenfiltration über Silica lieferte 100 mg 

(0.253 mmol, 84%) (R)-3-Methylheptacosan (R-Cf.1) als weißen Feststoff. 

Spezifische Drehung:  = -3.2° (c = 4.4, CH2Cl2)  

M [C28H58] = 394.76 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (15), 42 (3), 43 (41), 44 (1), 53 (1), 54 (2), 55 (23), 56 (37), 

57 (100, C4H9
+), 58 (5), 67 (3), 68 (3), 69 (18), 70 (12), 71 (65, C5H11

+), 72 (4), 81 (1), 82 (3), 83 (13), 

84 (4), 85 (40), 86 (3), 95 (1), 96 (3), 97 (16), 98 (3), 99 (26), 100 (2), 109 (1), 110 (1), 111 (9), 112 

(2), 113 (18), 114 (2), 124 (1), 125 (4), 126 (1), 127 (11), 128 (1), 138 (1), 139 (2), 140 (1), 141 (9), 

142 (1), 152 (1), 153 (1), 154 (1), 155 (7), 156 (1), 167 (1), 169 (6), 170 (1), 181 (1), 183 (5), 184 (1), 

195 (1), 197 (5), 198 (1), 211 (4), 212 (1), 225 (4), 226 (1), 239 (4), 240 (1), 253 (3), 254 (1), 267 (3), 
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268 (1), 281 (2), 295 (2), 309 (1), 336 (2), 337 (2, M+-Bu), 338 (1), 364 (7), 365 (19, M+-Et), 366 (5), 

367 (1), 379 (1), 394 (0.2, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  0.84 (d, 3
J=6.3 Hz, 3 H, CHCH3 C28), 

0.85 (t, 3
J=7.2 Hz, 3 H, CH3 C1), 0.88 (t, 3

J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C27), 1.06-1.14 / 1.24-1.28 (2m, 2 H, CH2 

C4), 1.07-1.18 (m, 2 H, CH2 C2), 1.20-1.35 (m, 38 H, 19×CH2 C6 bis C24), 1.22-1.29 (m, 1 H, CH), 

1.28-1.35 (m, 2 H, CH2 C25), 1.30-1.36 (m, 2 H, CH2 C26), 1.30-1.37 (m, 2 H, CH2 C5).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  11.57 (q, CH3 C1), 14.28 (q, CH3 C27), 19.39 (q, 

CH3 C28), 22.85 (t, CH2 C26), 27.28 (t, CH2 C5), 29.52 / 29.66 / 29.82 / 29.85 / 29.90 / 30.20 (6t, 

20×CH2 C2 und C6 bis C24), 32.09 (t, CH2 C25), 34.56 (d, CH C3), 36.81 (t, CH2 C4). 

H.6.7.2 Zentralintermediate a und b 

H.6.7.2a (3R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3,7-dimethyloct-6-en  (#324) 

Unter N2-Schutzgas wurden 4.004 g (25.62 mmol) (R)-

(+)-Citronellol (#279), 2.615 g (38.41 mmol) Imidazol und 

156 mg (1.28 mmol) DMAP in 80 mL trockenem DCM gelöst 

und auf -10 °C gekühlt. Dann wurde langsam eine Lösung 

von 4.630 g (30.72 mmol) TBDMSCl in 10 mL trockenem DCM zugetropft und die sich trübende 

Lösung für 16 h bei RT gerührt. Anschließend wurde der weiße Niederschlag über Kieselgur 

abfiltriert, das Filtrat eingeengt und der Rückstand in 20 mL Diethylether aufgenommen. Die 

organische Phase wurde mit jeweils 15 mL dreimal mit gesättigter NaHCO3-Lösung und einmal 

mit gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und eingeengt. Die 

fraktionierte Kugelrohrdestillation bei 8 mbar und 60 °C liefert 6.237 g (23.05 mmol, 90%) (3R)-

1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3,7-dimethyloct-6-en (#324) als farbloses Öl. 

M [C16H34OSi] = 270.53 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (20, C3H5
+), 43 (4), 45 (4), 47 (4), 55 (10), 57 (8), 58 (3), 59 (12), 

61 (4), 67 (13), 69 (43, C5H9
+), 73 (26), 74 (3), 75 (100, HOSiMe2

+), 76 (7), 77 (5), 81 (100, C6H9
+), 82 

(13), 83 (4), 87 (5), 89 (24, MeOSiMe2
+), 95 (57, C7H11

+), 96 (6), 99 (5), 101 (15, C2H3OSiMe2
+), 103 

(6), 109 (9), 113 (4), 115 (4), 123 (9, C9H15
+), 127 (3), 129 (8), 137 (25, M+-HOTBDMS-H), 138 (16), 

143 (5), 157 (15), 185 (7), 213 (52, M+-tBu), 214 (9), 255 (1, M+-Me), 270 (0.1, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm]= 0.05 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.88 (d, 3
J=6.6 

Hz, 3 H, CHCH3), 0.89 (s, 9 H, C(CH3)3), 1.11-1.19 / 1.29-1.37 (2m, 2 H, =CHCH2CH2 C4), 1.51-1.59 (m, 

1 H, CHCH3), 1.29-1.37 / 1.51-1.59 (2m, 2 H, CH2CH2O C2), 1.60 (br.s, 3 H, (Z) CH3C= C10), 1.68 (br.s, 

3 H, (E) CH3C= C8), 1.90-2.05 (m, 2 H, =CHCH2), 3.59-3.68 (m, 2 H, CH2O), 5.10 (t, 3
J=7.1 Hz, 1 H, 

=CH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.10 (Si(CH3)2), 17.79 (q, CH3 C10), 18.50 (s, 

Si(CH3)2), 19.78 (q, CH3 C9), 25.63 (t, CH2 C5), 25.87 (q, CH3 C8), 26.13 (q, C(CH3)3), 29.26 (q, CH C3), 

37.37 (t, CH2 C4), 40.09 (t, CH2 C2), 61.62 (t, CH2O C1), 125.05 (d, CH= C6), 131.23 (s, C7). 
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H.6.7.2b (4R)-6-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4-methylhexanal  (#325) 

Zur Ozonolyse wurden 4.74 g (17.52 mmol) (3R)-1-TBSO-

3,7-dimethyloct-6-en (#324) in einem Gemisch aus 100 mL 

trockenem DCM und 20 mL trockenem Methanol gelöst, mit 

0.25 g (2.39 mmol) Natriumcarbonat versetzt und auf -80 °C 

gekühlt. Nun wurde für 45 min Ozon (2-3% in O2) bis zur Blaufärbung der Lösung eingeleitet 

und dann gelöstes Ozon durch Einleiten von Stickstoff für 5 min ausgetrieben. Anschließend 

wurde langsam mit 3.9 mL (53.3 mmol) DMS versetzt und unter Erwärmen für 4 h rührt. Der 

Feststoff wurde abfiltriert, das Filtrat eingeengt und der Rückstand mit 30 mL Diethylether 

aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 15 mL dreimal gesättigter NaHCO3-Lösung 

und zweimal mit gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet und 

eingeengt. Die säulenchromatographische Fraktionierung über 170 g Silica mit PE 35-50 / EE 

(20:1) als Laufmittel liefert 3.88 g (15.87 mmol, 81%) (4R)-6-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-4-

methylhexanal (#325) als gelbliches Öl. 

M [C13H28O2Si] = 244.44 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (19, C3H5
+), 43 (7), 44 (4), 45 (17), 47 (6), 55 (6), 57 (6), 58 (4), 59 

(23), 61 (4), 67 (6), 69 (24), 73 (27), 74 (13), 75 (100, HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (5), 81 (7), 85 (5), 87 (3), 

89 (11), 95 (28), 99 (7), 101 (36, H2C=CHOSiMe2
+), 105 (15), 113 (6), 115 (9), 127 (5), 131 (48, 

C4H9OSiMe2
+), 132 (5), 143 (6), 145 (24), 157 (53, M+-tBu-H2CO), 158 (7), 169 (2), 173 (1), 187 

(36,M+-tBu), 188 (5), 229 (1, M+-Me), 243 (0.1, M+-H). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.04 (s, 6 H, Si(CH3)2), 0.88 (s, 9 H, 

C(CH3)3), 0.90 (d, 3J=6.5 Hz, 3 H, CHCH3 C7), 1.39-1.30 / 1.50-1.59 (2m, 2 H, CH2 C5), 1.41-1.73 / 

1.51-1.60 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.68-1.58 (m, 1 H, CHCH3 C4), 2.31-2.40 / 2.40-2.48 (2m, 2 H, CH2CHO 

C2), 3.71-3.59 (m, 2 H, CH2OSi C6), 9.77 (t, 3J=1.9 Hz, 1 H, CHO C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.15 (q, Si(CH3)2), 18.45 (s, SiC(CH3)3), 19.49 (q, 

CH3 C7), 26.09 (q, SiC(CH3)3), 29.30 (d, CH C4), 31.86 (t, CH2 C3), 39.62 (t, CH2 C5), 41.81 (t, CH2 C2), 

61.21 (t, CH2OSi C6), 203.07 (d, CHO C1).  

H.6.7.2c (3R)-1-Benzyloxy-3,7-dimethyloct-6-en  (#334) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 2.043 g, 

(13.07 mmol) (3R)-Citronellol (#279) in 40 mL 

trockenem THF gelöst und auf -20 °C gekühlt. Dann 

wurden portionsweise 342 mg (14.25 mmol; 

24.00 g/mol) mit Pentan Paraffin-frei gewaschenes Natriumhydrid zugegeben. Die Suspension 

wurde unter Erwärmen auf RT für 2 h gerührt. Nach beendeter Gasentwicklung wurden 146 mg 

(0.40 mmol) Tetra-n-butylammoniumiodid zugegeben und 2.464 g (14.41 mmol; 171.05 g/mol) 

frisch destilliertem Benzylbromid in 15 mL trockenem Tetrahydrofuran zugetropft. Das Gemisch 

wurde 10 h bei RT gerührt, anschließende auf 0 °C gekühlt und mit 4 mL gesättigte 

Ammoniumchlorid-Lösung versetzt. Das Lösemittel wurde im Vakuum entfernt, der Rückstand 
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mit 30 mL Diethylether aufgenommen und die etherische Phase mit jeweils 10 mL dreimal mit 

ges. Ammoniumchlorid- und jeweils einmal mit Natriumhydrogencarbonat- und 

Natriumchlorid-Lösung gewaschen, über Natriumsulfat getrocknet und im Vakuum eingeengt. 

Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei 7 mbar und 150 °C gereinigt. Es wurden 

2.848 g (11.56 mmol, 88%) (3R)-1-(Benzyloxy)-3,7-dimethyl-6-octen (#334) als farbloses Öl 

erhalten. 

M [C17H26O] = 246.39 g/mol 

Spezifische Drehung:  = -4.3° (c = 1.38, CHCl3) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 41 (39), 42 (3), 43 (11), 53 (5), 55 (19, C4H7
+), 56 (4), 57 (6), 

59 (3), 65 (13), 67 (13), 69 (64, C5H9
+), 70 (5), 71 (4), 77 (6, C6H5

+), 79 (5), 81 (54), 82 (8), 83 (4, 

C6H11
+), 91 (100, C7H7

+), 92 (12), 95 (31), 96 (3), 99 (4), 109 (5), 111 (4, C8H15
+), 123 (3), 137 (12), 138 

(10), 155 (4, C10H19O
+), 161 (2), 162 (0.3), 202 (0.2, M+-C3H6), 246 (0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  0.89 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CH3 C9), 

1.11-1.21 / 1.29-1.37 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.38-1.47 / 1.63-1.72 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.53-1.62 (m, 1 H, 

CH C3), 1.60 (br.s, 3 H, CH3 C10), 1.68 (br.d, 3 H, 4J=1.3 Hz, CH3 C8), 1.89-2.06 (m, 2 H, CH2 C5), 3.46-

3.56 (m, 2 H, CH2O C1), 4.50 (s, 2 H, CH2Ph), 5.10 (tqq, 3
J=7.1, 4

J=1.4, 1.3 Hz, 1 H, =CH C6), 5.24-5.31 

(m, 1 H, p-arCH), 7.32-7.35 (m, 4 H, o/m-arCH). 

13C-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  17.78 (q, C10), 19.72 (q, C9), 25.64 

(t, CH2 C5), 25.85 (q, C8), 29.76 (d, C3), 36.89 (t, CH2 C2), 37.37 (t, CH2 C4), 68.92 (t, CH2O C1), 73.06 

(t, CH2Ph C11), 125.00 (d, =CH C6), 127.60 (d, p-arC), 127.75 (d, o-arC), 128.48 (d, m-arC), 131.27 (s, 

C7), 138.90 (s, C12). 

H.6.7.2d (4R)-6-(Benzyloxy)-4-methylhexanal  (#335) 

Die Ozonolyse erfolgte analog der Darstellung von 6-

TBSO-4-methylhexanal (#325) unter Verwendung von 

2.410 g (9.78 mmol) (3R)-1-(Benzyloxy)-3,7-dimethyl-6-

octen (#334) in 50 mL trockenem 

Dichlormethan / Methanol (4:1) und Zusatz von 0.75 g (7.07 mmol) Natriumcarbonat. Ozon 

wurde bei -70 °C für 90 min eingeleitet und gelöstes Ozon danach für 5 min ausgetrieben. 

Anschließend wurde mit 2.0 mL (1.7 g, 27.4 mmol) Dimethylsulfid versetzt, bei RT für 2 h 

gerührt und wie für #325 aufgearbeitet. Die Kugelrohrdestillation bei 7 mbar und 170 °C lieferte 

1.649 g (7.48 mmol, 77%) (4R)-6-(Benzyloxy)-4-methylhexanal (#335) als farblose Flüssigkeit. 

M [C14H20O2] = 220.31 g/mol 

Spezifische Drehung:  = -13° (c = 1.74, CHCl3) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (9), 43 (8, C2H3O
+), 55 (9), 57 (4, C3H5O

+), 65 (11, C5H5
+), 

69 (7), 70 (4), 77 (5, C6H5
+), 79 (7), 81 (7), 83 (6), 85 (3, C5H9O

+), 91 (100, C7H7
+), 92 (21), 93 (6), 95 

(4), 96 (4), 107 (32, BnO+), 108 (7), 111 (4), 113 (4, M+-OBn), 114 (5), 129 (2, M+-Bn), 131 (1), 143 

(0), 163 (0, C11H15O
+), 175 (0), 220 (0, M+).  
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.90 (d, 3J=6.1 Hz, 3 H, CH3 C7), 1.40-

1.50 / 1.61-1.73 (2m, 2 H,CH2 C3), 1.42-1.52 / 1.64-1.73 (2m, 1 H,CH C5), 1.58-1.72 (m, 1 H, CH C4), 

2.39-2.48 (m, 2 H,CH2 C2), 3.46-3.56 (m, 2 H,CH2OBn C6), 4.50 (s, 2 H,CH2Ph), 7.25-7.30 (m, 1 H, p-

arCH), 7.31-7.37 (m, 4 H,o/m-arCH), 9.99 (t, 3J=1.8 Hz, 1 H, CHO). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 19.47 (q, CH3 C7), 29.05 (t, CH2 C3), 29.73 (d, CH 

C4), 36.63 (t, CH2 C5), 41.76 (t, CH2 C2), 68.45 (t, CH2O C6), 73.14 (t, CH2Ph), 127.69 (d, p-arC), 

127.78 (d, o-arC), 128.51 (d, m-arC), 138.79 (s, arC9), 202.84 (d, CHO). 

H.6.7.2e 6-Bromhexan-1-ol  (#331) 

In einem Perforator wurden 20.03 g (169.49 mmol) 1,6-

Hexandiol (#326) in 200 mL Cyclohexan gelöst und 23.1 mL 

(16.41 g, 202.8 mmol HBr) 48%ige wässrige Bromwasserstoffsäure 

zugegeben. Der Perforator wurde mit weiteren ca. 400 mL Cyclohexan bis zu einem 

Lösemittelvolumen von ca. 100 mL in der Vorlage aufgefüllt. Dann wurde für 40 Stunden die 

Vorlage unter Rückfluss zum Sieden erhitzt und das Zweiphasengemisch unter intensivem 

Rühren auf 50 °C erwärmt. Anschließend wurde das Destillat auf 40 mL eingeengt, durch 

dreimaliges Schütteln mit jeweils 25 mL ges. NaHCO3-Lösung entsäuert, zweimal mit je 25 mL 

ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt wurde 

durch Kugelrohrdestillation bei 60 bis 15 mbar gereinigt. Es wurden 15.649 g (86.43 mmol, 

51%) 6-Bromhexan-1-ol (#331) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C6H13BrO] = 181.07 g/mol  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (19), 40 (4), 41 (59, C3H5
+), 42 (27), 43 (18), 44 (4), 45 (3), 53 (5), 

54 (8), 55 (100, C4H7
+), 56 (12), 57 (6), 67 (18), 68 (2), 69 (18, C5H9

+), 81 (3), 82 (16), 83 (66, M+-H2O-

Br), 84 (4), 93 (1), 95 (1), 106 (0.5), 107 (4), 108 (0.5), 109 (3), 119 (0.4), 120 (1), 121 (1), 122 (1), 

123 (1), 134 (15, C4H7
79Br+), 135 (1), 136 (15, C4H7

81Br+), 137 (1), 162 (2, 79Br-M+-H2O), 164 (2, 81Br-

M+-H2O), 179 (0.1, 79Br-M+-1), 181 (0.1, 81Br-M+-1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.36-1.44 (m, 2 H, HOCH2CH2CH2 

C3), 1.43-1.51 (m, 2 H, CH2CH2CH2Br C4), 1.58 (tt, 3
J=7.2, 6.9 Hz, 2 H, HOCH2CH2 C2), 1.87 (tt, 3

J=7.3, 

7.0 Hz, 2 H, CH2CH2Br C5), 3.41 (t, 3J=6.8 Hz, 2 H, CH2Br C6), 3.65 (t, 3J=6.5 Hz, 2 H, HOCH2 C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 25.07 (t, CH2 C3), 28.07 (t, CH2 C4), 32.65 / 32.84 

(2t, 2×CH2 C2 C5), 33.98 (t, CH2Br C6), 62.93 (t, HOCH2 C1).  

H.6.7.2f 6-Acetoxyhexan-1-ol  (#327) 

Unter Stickstoffatmosphäre wurden 10.04 g (84.96 mmol; 

118.18 g/mol) Hexan-1,6-diol in 150 mL trockenem 

Tetrahydrofuran gelöst, auf 0 °C gekühlt und portionsweise mit 

2.028 g (84.50 mmol; 24.00 g/mol) Paraffin-frei gewaschenem Natriumhydrid versetzt. Die 

Lösung wurde unter Erwärmen auf RT für zwei Stunden gerührt, wobei ein volumiger weißer 

Niederschlag ausfiel, und erneut auf 0 °C gekühlt. Dann wurden 8.65 g (84.7 mmol; 

HO
Br

1
2

3
4

5
6

O
OH

O

1
2

3
4

5
6

7
8



H.6 Hodotermes mossambicus – Experimenteller Teil 

 

848 

102.09 g/mol) frisch destilliertes Essigsäureanhydrid in 15 mL trockenem THF zugetropft. Die 

nun klare Lösung wurde für weitere 16 Stunden bei Raumtemperatur gerührt, dann im Vakuum 

auf ca. 20 mL Lösemittelvolumen eingeengt und der Rückstand in 100 mL Diethylether 

aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 50 mL dreimal mit gesättigter 

Ammoniumchlorid-Lösung, dreimal mit gesättigter Natriumhydrogencarbonat-Lösung und 

zweimal mit gesättigter Natriumchlorid-Lösung gewaschen, über Magnesiumsulfat getrocknet 

und eingeengt. Das Rohprodukt wurde zunächst über eine kurze VIGREUX-Kolonne bei ca. 

0.2 mbar destilliert und dann säulenchromatographisch über 250 g Silica mit einem 

Laufmittelgemisch Petrolether 35-50 / Ethylacetat mit einem Gradienten von 2:1 bis 1:2 

gereinigt. Es wurden 5.416 g (33.81 mmol, 40%) 6-Acetoxyhexan-1-ol (#327) als farblose 

Flüssigkeit mit fruchtigem Geruch erhalten.   

M [C8H16O3] = 160.21 g/mol 

Rf = 0.13 (PE/EE 2:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (2), 41 (24), 42 (19), 43 (100, CH3CO+), 44 (6), 45 (2), 53 

(2), 54 (30), 55 (21), 56 (5), 57 (16), 58 (6), 59 (1), 61 (5, AcOH2
+5), 62 (1), 65 (1), 67 (48, C5H7

+), 68 

(4), 69 (6), 70 (4), 71 (12), 72 (4), 73 (4), 79 (1), 81 (9), 82 (25, M+-AcOH-H2O), 83 (3), 84 (1), 85 (1), 

86 (1), 87 (1), 91 (2), 97 (1), 99 (3), 100 (1, M+-CH3COOH), 101 (1, M+-CH3COO), 117 (1, M+-CH3CO), 

127 (0.1), 130 (0.2, M+-CH2O), 161 (0.1, M++1).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.35-1.41 (m, 4 H, 2×CH2 C3 C4), 

1.53-1.61 (m, 2 H, CH2 C2), 1.59-1.67 (m, 2 H, CH2 C5), 2.04 (s, 3 H, CH3), 3.63 (t, 3
J=6.7 Hz, 2 H, 

CH2OH C1), 4.05 (t, 3J=6.7 Hz, 2 H, AcOCH2 C6).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 20.99 (q, CH3), 25.36 (t, CH2 C4), 25.70 (t, CH2 

C3), 28.55 (t, CH2 C5), 32.57 (t, CH2 C2), 62.77 (t, CH2OH C1), 64.44 (t, AcOCH2 C6), 171.24 (s, C=O). 

Nebenprodukt: 1,6-(Bisacetoxy)hexan:  

 3.328 g (16.45 mmol, 19%)  

M [C10H18O4] = 202.25 g/mol 

Rf = 0.50 (PE/EE 2:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (10), 42 (7), 43 (100, CH3CO+), 44 (3), 45 (1), 53 (1), 

54 (26), 55 (14), 56 (1), 57 (2), 58 (2), 61 (20, CH3COOH2
+), 67 (33, C5H7

+), 68 (2), 69 (2), 70 (2), 71 

(4), 72 (1), 73 (5), 79 (1), 81 (7), 82 (39, C6H10O
+), 83 (5), 84 (4), 85 (1), 86 (1), 87 (1), 94 (1), 97 (1), 

99 (6), 100 (2, C6H12O
+), 101 (1), 103 (1), 112 (3), 114 (1), 115 (2), 116 (0.1, M+-2xCH3CO), 127 (0.2), 

142 (0.2, M+-AcOH), 159 (0.2, M+-CH3CO), 203 (0.1, M++1).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.34-1.41 (m, 4 H, 2×CH2 C3 C4), 

1.59-1.67 (m, 4 H, 2×CH2 C2 C5), 2.04 (s, 6 H, CH3), 4.04 (t, 3J=6.7 Hz, 4 H, 2×CH2O C1 C6). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 21.13 (q, CH3), 25.73 (t, 2×CH2 C3 C4), 28.61 (t, 

2×CH2 C2 C5), 64.53 (t, 2×CH2O C1 C6), 171.35 (s, C=O).  

H.6.7.2g 1-Acetoxy-6-bromhexan  (#328) 

Bromierung von 6-Acetoxyhexan-1-ol (#327) 
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Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 5.310 g (33.14 mmol) 

6-Acetoxyhexan-1-ol (#327) in 50 mL trockenem Diethylether 

gelöst und bei 0 °C mit 9.311 g (35.50 mmol; 262.29 g/mol) 

Triphenylphosphin und 11.674 g (35.20 mmol; 331.65 g/mol) Tetrabromkohlenstoff versetzt. 

Die gelbliche, viskose Lösung wurde für 14 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend 

wurde der ausgefallene weiße Feststoff über einen Filter abfiltriert und mit kleinen Portionen 

Diethylether gewaschen. Das Filtrat wurde im Vakuum konzentriert und restliches 

Triphenylphosphinoxid durch langsame Zugabe von 30 mL Petrolether 35-50 gefällt und über 

Celite abfiltriert. Das Rohprodukt wurde durch Kugelrohrdestillation bei 10 mbar gereinigt. Es 

wurden 4.271 g (19.14 mmol, 58%) 1-Acetoxy-6-bromhexan (#328) als farblose Flüssigkeit 

erhalten.   

Acetylierung von 6-Brom-1-hexanol (#331) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 2.503 g (13.82 mmol) 6-Brom-1-hexanol (#331), 86 mg 

(0.70 mmol) DMAP und 7.65 mL (5.58 g, 55.19 mmol) frisch destilliertes TEA in 30 mL 

trockenem DCM gelöst und auf -10 °C gekühlt. Die goldgelbe Lösung wurde langsam mit. 2.60 mL 

(2.81 g; 27.5 mmol) frisch destilliertem Essigsäureanhydrid versetzt und nach Erwärmen auf RT 

für 6 h gerührt. Anschließend wurde auf 0 °C gekühlt und durch Zugabe von 4.7 g (55.9 mmol) 

NaHCO3 und 5 mL Wasser hydrolysiert und neutralisiert, nach Rühren für 30 min eingeengt und 

der Rückstand mit 40 mL Diethylether aufgenommen. Die wässrige Phase wurde zweimal mit 

20 mL Diethylether extrahiert, die vereinigte organische Phase mit je 20 mL zweimal mit 

gesättigter NaHCO3- und zweimal mit gesättigter NaCl-Lösung gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet und eingeengt. Die säulenchromatographische Fraktionierung über 

120 g Silica mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel liefert 2.495 g (11.18 mmol, 81%) 1-Acetoxy-

6-bromhexan (#328) als farblose Flüssigkeit. 

M [C8H15BrO2] = 223.11 g/mol 

Rf = 0.30 (PE/EE 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (25), 42 (9), 43 (100, CH3CO+), 44 (3), 53 (4), 54 

(11), 55 (65, C4H7
+), 56 (8), 57 (2), 58 (4), 61 (23, AcOH2

+), 67 (19, C5H7
+), 68 (2), 69 (7), 71 (1), 73 

(10, AcOCH2
+), 79 (1), 81 (6), 82 (20), 83 (67, C6H11

+), 84 (5), 87 (1), 93 (1), 95 (1), 98 (1), 101 (1), 107 

(2, CH2CH2
79Br+), 109 (2, CH2CH2

81Br+), 116 (1), 120 (1), 121 (2), 122 (1), 123 (1), 134 (4, C4H7
79Br+), 

136 (5, C4H7
81Br+), 162 (22, 79Br-M+-CH3CO2H), 163 (2), 164 (21, 81Br-M+-CH3CO2H), 165 (2), 179 (0.3, 

79Br-M+-CH3CO), 181 (0.1, 81Br-M+-CH3CO), 207 (0.1, 79Br-M+-CH3), 209 (0.1, 81Br-M+-CH3), 223 (0.2, 
79Br-M++1), 225 (0.2, 81Br-M++1). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.33-1.42 (m, 2 H, CH2 C4), 1.43-1.51 

(m, 2 H, CH2 C3), 1.64 (tt, 3
J=7.4, 6.6 Hz, 2 H, CH2 C2), 1.87 (tt, 3

J=7.2, 6.8 Hz, 2 H, CH2 C5), 2.04 (s, 3 

H, CH3), 3.41 (t, 3J=6.8 Hz, 2 H, CH2Br C6), 4.06 (t, 3J=6.6 Hz, 2 H, AcOCH2 C1).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 21.12 (q, CH3), 25.30 (t, CH2 C3), 27.93 (t, CH2 

C4), 28.58 (t, CH2 C2), 32.75 (t, CH2 C5), 33.79 (t, CH2Br C6), 64.48 (t, AcOCH2 C1), 171.31 (s, C=O). 

O
Br

O
1

2
3

4
5

6
7

8



H.6 Hodotermes mossambicus – Experimenteller Teil 

 

850 

H.6.7.2h (6-Acetoxyhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  (#329) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 3.729 g 

(16.72 mmol) 1-Acetoxy-6-bromhexan (#328) und 

4.328 g (16.50 mmol; 262.28 g/mol) Triphenyl-

phosphin unter leichtem Erwärmen in 20 mL 

trockenem Acetonitril gelöst. Danach wurde mit 2.51 g (18.16 mmol) Kaliumcarbonat versetzt 

und die leicht gelbliche Lösung unter Rückfluss für 65 Stunden zum Sieden erhitzt. Anschließend 

wurde der Feststoff abfiltriert und das Lösungsmittel im Vakuum weitgehend entfernt. Das Salz 

konnte mit Diethylether nicht gefällt werden und wurde daher durch Säulenchromatographie 

über 110 g Silica mit einem Laufmittelgemisch aus Ethylacetat und Methanol mit einem 

Gradienten von 9:1 bis 2:1 gereinigt. Es wurden 6.456 g (13.30 mmol, 81%) (6-Acetoxyhex-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#329) als klares, leicht gelbes, hoch viskoses Öl erhalten.  

M [C26H30BrO2P] = 485,40 g/mol 

M [C26H30O2P] = 405.1983 g/mol 

Rf = 0.19 (EE/MeOH 9:1) 

Rf = 0.36 (DCM/MeOH 10:1) 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (7), 40 (2), 41 (11), 42 (8), 43 (32, CH3CO+), 44 (3), 45 (26), 

50 (2), 51 (5), 53 (2), 54 (4), 55 (9), 56 (2), 57 (2), 60 (17, CH3COOH), 61 (1), 63 (1), 65 (1, C5H5
+), 67 

(8), 69 (1), 77 (4, C6H5
+), 78 (2), 80 (1), 81 (3), 82 (5), 83 (9, C6H11

+), 91 (1, C7H7
+), 107 (12), 108 (24, 

PPh+), 109 (3), 115 (3, M+-C2H4PPh3), 128 (3, M+-CH3PPh3), 131 (2), 133 (3), 139 (2), 141 (1), 152 (8, 

C12H8
+), 153 (2), 154 (3), 157 (4), 162 (2), 164 (1), 170 (3), 181 (2), 183 (66, C12H8P

+), 184 (14), 185 

(9), 186 (2), 199 (1), 261 (16), 262 (100, PPh3
+), 263 (25), 264 (2), 275 (2, CHPPh3

+), 289 (6, 

CH2CHPPh3
+), 290 (1), 345 (16, M+-CH3CO2H), 346 (2), 347 (2), 405 (0.2, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CD3OD, 25°C): δ [ppm] = 1.36-1.44 (m, 2 H, CH2 C4), 

1.51-1.61 (m, 2 H, CH2 C3), 1.56-1.64 (m, 2 H, CH2 C5), 1.64-1.74 (m, 2 H, CH2 C2), 2.00 (s, 3 H, CH3), 

3.37-3.46 (m, 2 H, CH2P C1), 4.03 (t, 3
J=6.7 Hz, 2 H, OCH2 C6), 7.76 (dddP, 3

J=7.7, 7.7, 4
JH-P=3.9 Hz, 6 

H, 6×m-arCH C11), 7.77-7.84 (br.dd, 3
JH-P=12.6 Hz, 6 H, 6×o-arCH C10), 7.87-7.92 (br.tdp, 3

J=7.2, 5
JH-

P=1.8 Hz, 3 H, 3×p-arCH C12). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (100.6 MHz, CD3OD, 25°C): δ [ppm] = 20.80 (q, CH3CO C8), 22.69 (td, 1
JC-

P=51.4 Hz, C1), 23.47 (td, 2
JC-P=4.4 Hz C2), 26.21 (t, C4), 29.35 (t, C5), 31.16 (td, 3

JC-P=16.1 Hz, C3), 

65.34 (t, C6), 119.98 (d, 1
JC-P=86.6 Hz, arC9), 131.54 (dd, 3

JC-P=12.5 Hz, m-arC11), 134.82 (dd, 2
JC-

P=9.5 Hz, o-arC10), 136.29 (dd, 4JC-P=2.9 Hz, p-arC12), 172.68 (s, C=O). 
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H.6.7.2i (6-Hydroxyhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid  (#332) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 4.607 g 

(25.44 mmol) 6-Bromhexan-1-ol (#331) und 6.67 g 

(25.43 mmol) Triphenylphosphin in 20 mL trockenem 

Acetonitril gelöst und 2.69 g (25.38 mmol) 

Natriumcarbonat hinzugegeben. Die Suspension wurde für 72 Stunden unter Rückfluss gerührt. 

Anschließend wurde der weiße Feststoff abfiltriert, mit Diethylether gewaschen und das Filtrat 

eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an 20 g Kieselgel mit einem 

Gemisch aus Methanol und Dichlormethan (1:1) als Laufmittel gereinigt und im 

Ölpumpenvakuum getrocknet. Es wurden 10.39 g (23.43 mmol, 92%) (6-Hydroxyhex-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid (#332) als hellbeiger, klebriger Feststoff erhalten. 

M [C24H28BrOP] = 443.37 g/mol 

MKat [C24H28OP] = 363.1878 g/mol 

Rf = 0.08 (EE/MeOH 4:1) 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (38), 41 (80, C3H5
+), 42 (20), 50 (6), 51 (9), 52 (5), 53 (18), 

54 (22), 55 (21), 56 (6), 57 (20), 65 (7, C5H5
+), 67 (66, C5H7

+), 68 (4), 69 (3), 71 (4), 77 (14, C6H5
+), 80 

(3), 81 (14), 82 (31, C6H10
+), 83 (13), 91 (5, C7H7

+), 100 (4), 107 (29), 108 (39, PPh+), 109 (3), 115 (7), 

133 (5), 152 (9, C12H8
+), 154 (5), 157 (9), 183 (65, C12H8P

+), 184 (24), 185 (10), 186 (5), 261 (9), 262 

(100, PPh3
+), 263 (28). 

MS (FAB): m/z (%) = 133 (2), 136 (5), 137 (3), 138 (2), 139 (1), 152 (2), 154 (6), 155 (1), 165 (2), 183 (9, 

C12H8P
+), 184 (2), 185 (5), 186 (2), 199 (3), 200 (2), 261 (2), 262 (11, PPh3

+), 263 (3), 275 (4), 276 (1), 

289 (6), 290 (1), 303 (1), 317 (1), 331 (1), 345 (2), 353 (1), 361 (7), 362 (3), 363 (100, MKat
+), 364 

(33), 365 (5).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.37-1.44 (m, 2 H, CH2 C4), 1.46-1.53 

(m, 2 H, CH2 C5), 1.56-1.63 (m, 2 H, CH2 C3), 1.64-1.74 (m, 2 H, CH2 C2), 3.39-3.48 (m, 2 H, CH2P C1), 

3.53 (t, 3
J=6.5 Hz, 2 H, HOCH2 C6), 7.77 (dddP, 3

J=8.5, 7.4, 4
JH-P=3.5 Hz, 6 H, 3×m-arCH), 7.82 (dddP, 

3
JH-P=12.3, 3J=8.5, 4J=1.3 Hz, 6 H, 3×o-arCH), 7.90 (tdP, 3J =7.4, 5JH-P=1.9 Hz, 3 H, 3×p-arCH).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  22.66 (d, 1
JC-P=51.3 Hz, C1), 23.51 (d, 2

JC-P=4.6 

Hz, C2), 26.14 (s, C4), 31.33 (d, 3
JC-P=16.5 Hz, C3), 33.14 (s, C5), 62.59 (s, C6), 119.99 (d, 1

JC-P=86.1 

Hz, arC7), 131.52 (d, 3
JC-P=12.8 Hz, m-arC9), 134.82 (d, 2

JC-P=10.1 Hz, o-arC8), 136.25 (d, 5
JC-P=2.8 Hz, 

p-arC10).   
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H.6.7.2j (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-TBSO-10-methyldodec-6-en  (#330) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

2.759 g (5.68 mmol) (6-Acetoxyhex-1-

yl)triphenylphosphoniumbromid 

(#329) in 5 mL trockenem DMPU und 

20 mL trockenem THF gelöst und bei -80 °C durch Zutropfen von 4.30 mL (6.88 mmol) 1.6 M n-

Butyllithium-Lösung in Hexan deprotoniert. Nach Rühren für 1.5 h bei RT wurde die gelborange 

Lösung auf -30 °C gekühlt und langsam mit 1.005 g (4.11 mmol) (4R)-6-(tert-

Butyldimethylsilyloxy)-4-methylhexanal (#325) in 10 mL trockenem THF versetzt. Die klare, 

gelbe Lösung wurde 20 h bei RT gerührt und anschließend mit 0.2 mL dest. Wasser in 4 mL THF 

gequencht. Das THF wurde am Rotationsverdampfer entfernt, die verbliebene DMPU-Lösung mit 

30 mL Diethylether verdünnt, mit jeweils 10 mL dreimal mit ges. Ammoniumchlorid-, einmal mit 

ges. Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit ges. Natriumchlorid-Lösung gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet und über Kieselgur filtriert und eingeengt. Der Rückstand wurde 

mit 20 mL PE 35-50 aufgenommen, der unlösliche Feststoff mit Magnesiumsulfat und Seesand 

zerrieben und über Celite abfiltriert. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer entfernt 

und das Rohprodukt säulenchromatographisch mit einem Laufmittelgemisch von PE 35-50 / EE 

(40:1) über 110 g Kieselgel gereinigt. Es wurden 404 mg (1.09 mmol, 27%) (6EZ,10R)-1-AcO-12-

TBSO-10-methyldodec-6-en (#330) als farbloses Öl erhalten. 

M [C21H42O3Si] = 370.64 g/mol 

Rf = 0.18 (PE/EE 30:1) 

Isomerenverhältnis: (6Z):(6E) = 75:25 (order of elution) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (8), 43 (15, CH3CO+), 55 (26, C4H7
+), 57 (5), 59 (6, CH3CO2

+), 67 

(27, C5H7
+), 68 (3), 69 (12), 73 (15, CH3CO2CH2

+), 75 (31, HOSiMe2
+), 77 (3), 79 (5), 81 (41, C6H9

+), 82 

(4), 83 (24, C6H11
+), 89 (9), 93 (6), 94 (3), 95 (38, C7H11

+), 96 (5), 97 (26, C7H13
+), 101 (5, CH3CO2C3H6

+), 

107 (3), 109 (28, C8H13
+), 117 (100, CH3CO2SiMe2

+), 118 (10), 119 (5), 123 (14, C9H15
+), 135 (9), 159 

(5), 313 (6), 179 (1), 185 (1), 221 (1), 253 (1, M+-AcOH-tBu), 313 (6, M+-tBu), 314 (1), 315 (0.4), 355 

(1, M+-CH3).   

(Z)-#330 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  0.05 (s, 6 H, SiCH3), 0.88 (m, 3
JH-

H=6.6 Hz, 3 H, CHCH3 C13), 0.89 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.11-1.22 / 1.30-1.41 (2m, 2 H, CH2 C9), 1.30-1.42 

(m, 4 H, 2×CH2 C3 C4), 1.30-1.37 / 1.51-1.61 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.51-1.61 (m, 1 H, CH C10), 1.58-

1.67 (m, 2 H, CH2 C2), 1.99-2.08 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 2.04 (s, 3 H, OCOCH3), 3.58-3.69 (m, 2 H, 

CH2OSi C12), 4.05 (t, 3JH-H=6.7, 4JH-H=1.2 Hz, 2 H, CH2 C1), 5.29-5.37 (m, 2 H, CH=CH C6 C7).  

13C-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.10 (q, Si(CH3)2), 18.48 (s, SiCMe3), 

19.74 (q, CH3 13), 21.18 (q, OCOCH3), 24.88 (t, C8), 25.73 (t, C3), 26.13 (q, SiC(CH3)3), 27.20 (t, C5), 

28.67 (t, C2), 29.34 (d, CH C10), 29.50 (t, C4), 37.27 (t, C9), 40.03 (t, C11), 61.58 (t, CH2OSi C12), 

64.74 (t, AcOCH2 C1), 129.46 (d, CH= C6), 130.39 (d, =CH C7), 171.31 (s, C=O C14).   
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H.6.7.2k (10R)-12-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-10-methyldodec-6-en-1-ol  (#333) 

Die Olefinierung des Hydroxy-

funktionalisierten WITTIG-Salzes (#332) 

erfolgte analog der Umsetzung von (#329) 

ausgehend von 2.815 g (6.35 mmol) (6-

Hydroxyhex-1-yl)triphenylphosphoniumbromid (#332) in 35 mL trockenem THF, jedoch unter 

Verwendung von 2.1 meq (8.3 mL, 13.26 mmol) n-BuLi (1.6 M Lösung in Hexan) zur 

Deprotonierung bei -40 °C. Nach Rühren für 45 min bei RT wurden bei -40 °C vorsichtig 1.56 g 

(6.38 mmol) (4R)-6-TBSO-4-methylhexanal (#325) in 6 mL THF zugetropft. Nach 12 h Rühren 

bei RT wurde bei 0 °C mit 0.4 mL Ammoniumchlorid-Lösung hydrolysiert, über MgSO4 

getrocknet, über Kieselgur filtriert und auf ein Volumen 7 mL konzentriert. Der Rückstand 

wurde mit 70 mL Petrolether 35-50 aufgenommen, das Gemisch auf -35 °C abgekühlt und 

ausgefallenes Triphenylphosphinoxid in der Kälte über Kieselgur abfiltriert. Das Filtrat wurde 

eingeengt und säulenchromatographisch über 120 g Silica mit PE 35-50 / EE (Gradient 8:1 bis 

2:1) fraktioniert. Es wurden 1.579 g (4,81 mmol, 76%) (10R)-12-TBSO-10-methyldodec-6-en-1-

ol (#333) als farbloses Öl erhalten.  

M [C19H40O2Si] = 328.61 g/mol 

Rf = 0.14 (PE/EE 10:1) 

Isomerenverhältnis: (6Z):(6E) = 76:24 (order of elution) 

(Z)-#330 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (19), 43 (9), 45 (3), 47 (3), 53 (3), 54 (3), 55 (70, C4H7
+), 56 (5), 57 

(14), 58 (4), 59 (13), 61 (5), 67 (78, C5H7
+), 68 (7), 69 (40, C5H9

+), 71 (3), 73 (33), 74 (4), 75 (90, 

HOSiMe2
+), 76 (7), 77 (8), 79 (10), 80 (5), 81 (100, C6H9

+), 82 (9), 83 (55, C6H11
+), 84 (4), 85 (5), 87 (4), 

89 (17), 91 (5), 93 (16), 94 (4), 95 (90, C7H11
+), 96 (9), 97 (64, C7H13

+), 98 (6), 99 (6), 101 (10), 105 

(44), 106 (5), 107 (7), 109 (75, C8H13
+), 110 (7), 111 (6), 113 (3), 115 (7), 123 (34, C9H15

+), 124 (3), 

129 (4), 137 (5), 143 (2), 145 (2), 147 (1), 149 (1), 155 (1), 157 (1), 179 (2, M+-OTBDMS-H2O), 185 

(2), 196 (1), 215 (1), 253 (1, M+-tBu-H2O), 271 (1, M+-tBu), 295 (0.1), 313 (0.1, M+-Me), 327 (0.1), 

328 (0.1, M+).      

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.05 (s, 6 H, SiCH3), 0.88 (m, 3
JH-

H=6.6 Hz, 3 H, CHCH3 C13), 0.89 (s, 9 H, SiC(CH3)3), 1.15-1.21 / 1.32-1.38 (2m, 2 H, CH2 C9), 1.34-1.39 

(m, 2 H, CH2 C3), 1.35-1.40 (m, 2 H, CH2 C4), 1.31-1.35 / 1.53-1.59 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.54-1.59 (m, 

1 H, CH C10), 1.55-1.61 (m, 2 H, CH2 C2), 1.92-2.11 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 3.57-3.70 (m, 4 H, 2×CH2 

C1 C12), 5.29-5.41 (m, 2 H, CH=CH C6 C7).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = -5.05 (q, CSi(CH3)2), 18.49 (s, SiC(Me3)3), 19.75 

(q, CH3 C14), 24.86 (t, C8), 25.53 (t, C3), 26.13 (q, SiC(CH3)3), 27.29 (t, C5), 29.32 (d, CH C10), 29.66 

(t, C4), 32.84 (t, C2), 37.27 (t, C9), 40.03 (t, C11), 61.61 (t, CH2OSi C12), 63.15 (t, HOCH2 C1), 129.62 

/ 130.31 (2d, 2×=CH C6 C7).   
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H.6.7.2l (6EZ,10R)-1-Acetoxy-12-benzyloxy-10-methyldodec-6-en  (#336) 

Unter Argon-Atmosphäre 

wurden 1.33 g (2.74 mmol) 6-

Acetoxyhex-1-yltriphenyl-

phosphoniumbromid in 5 mL 

trockenem DMPU und 20 mL trockenem THF gelöst und bei -80 °C tropfenweise mit 2.65 mL 

(4.24 mmol) 1.6 M n-Butyllithium-Lösung in Hexan versetzt. Die orange Lösung wurde unter 

Erwärmen auf RT für 2 h gerührt, erneut auf -40 °C gekühlt und dann eine Lösung von 717 mg 

(3.26 mmol) (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (#335) in 5 mL trockenem THF langsam 

zugetropft. Die entfärbte Lösung wurde 20 h bei RT gerührt und anschließend mit 0.1 mL dest. 

Wasser in 2 mL THF versetzt. Das THF wurde am Rotationsverdampfer entfernt, die verbliebene 

Lösung mit 30 mL Diethylether verdünnt und die organische Phase wie für 1-AcO-12-TBSO-10-

methyldodec-6-en (#330) beschrieben aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch mit einem Laufmittelgemisch PE 35-50 / EE (25:1) über 85 g 

Kieselgel gereinigt. Es wurden 167 mg (0.48 mmol, 18%) (6EZ,10R)-1-AcO-12-BnO-10-

methyldodec-6-en (#336) als farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C22H34O3] = 346.51 g/mol 

Rf = 0.16 (PE/EE 25:1) 

Isomerenverhältnis: (6Z):(6E) = 93:7 (order of elution) 

MS (EI, 70 eV): m/z [%] = 41 (10), 43 (29), 55 (18), 57 (4), 65 (7), 67 (23, C5H7
+), 68 (4), 69 (13), 71 (3), 

79 (10), 80 (5), 81 (37, C6H9
+), 82 (5), 83 (11), 85 (8), 91 (100, C7H7

+), 92 (11), 93 (12), 94 (5), 95 (37, 

C7H11
+), 96 (5), 97 (8), 107 (13, OBn+), 108 (3), 109 (16, C8H13

+), 121 (12, CH2OBn+), 135 (6, 

C2H4OBn+), 136 (1), 149 (2), 151 (2), 165 (1), 177 (6, C13H21
+), 178 (3), 195 (2), 196 (0.3), 199 (0.4), 

213 (0.5), 225 (0.2, M+-CH2OBn), 237 (8, M+-OCH2Ph), 255 (1, M+-CH2Ph), 268 (0.1), 286 (0.1, M+-

AcOH), 328 (0.1, M+-H2O), 346 (0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (d, 3
JH-H=6.6 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.12-1.23 / 1.30-1.42 (m, 2 H, CH2 C9), 1.31-1.39 (m, 4 H, CH2 C3 C4), 1.38-1.48 / 1.63-1.72 (2m, 2 

H, CH2 C11), 1.54-1.62 (m, 1 H, CH C10), 1.58-1.66 (m, 2 H, CH2 C2), 1.98-2.07 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 

2.04 (s, 3 H, CH3CO), 3.46-3.54 (m, 2 H, CH2OBn C12), 4.05 (t, 3
JH-H=6.6 Hz, 2 H, AcOCH2 C1), 4.50 (s, 

2 H, OCH2Ph), 5.29-5.38 (m, 2 H, CH= C6 und C7), 7.25-7.30 (m, 1 H, p-arCH), 7.31-7.36 (m, 4 H, 

4×o/m-arCH).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 19.68 (q, C13), 21.14 (q, CH3CO C15), 24.87 (t, 

C8), 25.74 (t, C3), 27.20 (t, C5), 28.69 (t, C2), 29.50 (t, C4), 29.79 (d, CH C10), 36.87 (t, C11), 37.29 

(t, C9), 64.72 (t, AcOCH2 C1), 68.87 (t, CH2OBn C12), 73.08 (t, C16), 127.61 (d, p-arC20), 127.75 (d, 

o-arC18), 128.48 (d, m-arC19), 129.52 (d, CH= C6), 130.34 (d, =CH C7), 138.88 (s, arC17), 171.51 (s, 

CO C14).    
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H.6.7.2m (10R,6EZ)-12-(Benzyloxy)-10-methyldodec-6-en-1-ol  (#337) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

1.45 g (3.27 mmol) (6-Hydroxyhex-1-

yl)-TPPBr (#332) in 50 mL trockenem 

THF suspendiert, auf -40°C gekühlt 

und durch Zutropfen von 4.10 mL (6.56 mmol) 1.6 M n-Buli-Lösung in Hexan deprotoniert. Die 

orange Lösung wurde über 2 Stunden auf RT erwärmt, dann auf -20 °C gekühlt und mit 723 mg 

(3.28 mmol) (4R)-6-(Benzyloxy)-4-methylhexanal (#335) in 5 mL trockenem THF versetzt. Das 

Gemisch wurde 36 Stunden bei RT gerührt, anschließend mit 1 mL Wasser in 2 mL THF 

hydrolysiert und das Lösungsmittel fast vollständig entfernt. Der Rückstand wurde mit 20 mL 

Pentan aufgenommen, der Feststoff mit Sand und MgSO4 zerrieben und über Celite® abfiltriert 

und das Filtrat eingeengt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 60 g Silica mit 

einem Laufmittelgemisch aus PE 35-50 und EE mit einem Gradienten von 8:1 bis 4:1 

fraktioniert. Es wurden 518 mg (1.70 mmol, 52%) (10R,6EZ)-12-BnO-10-methyldodec-6-en-1-ol 

(#337) als viskoses, farbloses Öl erhalten. 

M [C20H32O2] = 304.47 g/mol 

Rf = 0.11 (PE/EE 8:1) 

Rf = 0.30 (PE/EE 3:1) 

Spezifische Drehung:  = -5.5° (c = 0.47, CHCl3) 

Isomerenverhältnis: (6Z):(6E) = 75:25 (order of elution) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (16), 43 (9), 53 (3), 54 (4), 55 (27), 57 (6), 65 (9), 67 (26, 

C5H7
+), 68 (4), 69 (16), 71 (8), 77 (4, C6H5

+), 79 (12), 80 (5), 81 (40, C6H9
+), 82 (5), 83 (12), 85 (13), 91 

(100, C7H7
+), 92 (12), 93 (10), 95 (34, C7H11

+), 96 (4), 97 (8), 99 (5), 107 (13, OBn+), 108 (5), 109 (17, 

C8H13
+), 111 (3), 121 (9, CH2OBn+), 135 (5, C2H4OBn+), 149 (2), 151 (1), 177 (3, C13H21

+), 195 (5), 196 

(2, M+-HOCH2Ph), 213 (1, M+-CH2Ph), 267 (0.1), 286 (0.1, M+-H2O), 304 (0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (d, 3
JH-H=6.5 Hz, 3 H, CH3 C13), 

1.13-1.24 / 1.31-1.40 (m, 2 H, CH2 C9), 1.36-1.40 (m, 2 H, CH2 C3), 1.36-1.41 (m, 2 H, CH2 C4), 1.38-

1.48 / 1.63-1.72 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.52-1.60 (m, 2 H, CH2 C2), 1.57-1.64 (m, 1 H, CH C10), 1.94-

2.10 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 3.45-3.56 (m, 2 H, CH2OBn C12), 3.63 (t, 3
JH-H=6.5 Hz, 2 H, HOCH2 C1), 

4.50 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.32-5.40 (m, 2 H, CH= C6 und C7), 7.25-7.31 (m, 1 H, p-arCH), 7.32-7.37 (m, 

4 H, 4×o/m-arCH). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 19.70 (q, CH3 C13), 24.87 (t, C8), 25.53 (t, C3), 

27.29 (t, C5), 29.66 (t, C4), 29.77 (d, CH C10), 32.86 (t, C2), 36.86 (t, C11), 37.30 (t, C9), 63.14 (t, 

HOCH2 C1), 68.87 (t, CH2OBn C12), 73.08 (t, CH2Ph C14), 127.62 (d, p-arC18), 127.76 (d, o-arC16), 

128.49 (d, m-arC17), 129.69 (s, CH= C6), 130.26 (s, =CH C7), 138.87 (s, arC15).   
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H.6.7.2n (10R,6EZ)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en  (#338) 

Unter Argon-

Atmosphäre wurden 

518 mg (1.70 mmol) 

(10R,6EZ)-12-Benzoxy-

10-methyldodec-6-en-

1-ol, 350 µL (256 mg, 2.52 mmol) Triethylamin und 10 mg (0.08 mmol) DMAP in 25 mL 

trockenem Dichlormethan gelöst und auf -20 °C gekühlt. Dann wurde portionsweise mit 388 mg 

(2.03 mmol) p-Tosylchlorid versetzt und die leicht gelbliche Lösung für 22 Stunden bei 

Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde das Lösemittel auf ca. 2 mL reduziert, mit 10 mL 

Diethylether verdünnt und die organische Phase mit jeweils 5 mL dreimal mit ges. 

Natriumhydrogencarbonat- und einmal mit Natriumchlorid-Lsg. gewaschen, über 

Magnesiumsulfat getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Der Rückstand 

wurde säulenchromatographisch über 50 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE, 10:1 als Laufmittel 

gereinigt. Es wurden 579 mg (1.26 mmol, 74%) (10R,6EZ)-12-BnO-10-methyl-1-(p-

tosyloxy)dodec-6-en (#338) als leicht gelbes Öl erhalten.  

M [C27H38O4S] = 458.66 g/mol 

Rf = 0.29 (PE/EE 8:1) 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 41 (10), 43 (5), 54 (3), 55 (16), 57 (4), 65 (7), 67 (25, C5H7
+), 68 

(7), 69 (11), 71 (3), 79 (7), 80 (12), 81 (37, C6H9
+), 82 (8), 83 (10), 85 (7), 91 (100, C7H7

+), 92 (9), 93 

(9), 94 (7), 95 (42, C7H11
+), 96 (5), 97 (9), 99 (4), 107 (13, OBn+), 108 (6), 109 (16, C8H13

+), 110 (4), 

111 (4), 121 (12, CH2OBn+), 122 (4), 123 (4), 135 (6, C2H4OBn+), 151 (3), 155 (4, Ts+), 165 (3), 173 (5), 

177 (14, C13H21
+), 178 (6), 195 (7, C13H23O

+), 349 (19), 350 (8, M+-HOCH2Ph).    

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (d, 3
JH13-H10=6.6 Hz, 3 H, CH3 

C13), 1.11-1.21 / 1.28-1.39 (m, 2 H, CH2 C9), 1.26-1.32 (m, 2 H, CH2 C4), 1.28-1.34 (m, 2 H, CH2 C3), 

1.34-1.47 / 1.62-1.71 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.53-1.66 (m, 1 H, CH C10), 1.59-1.67 (m, 2 H, CH2 C2), 

1.87-2.07 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 2.44 (s, 3 H, CH3 Ts), 3.44-3.55 (m, 2 H, CH2OBn C12), 4.01 (t, 3
JH1-

H2=6.5 Hz, 2 H, TsOCH2 C1), 4.50 (s, 2 H, OCH2Ph), 5.22-5.37 (m, 2 H, CH= C6 und C7), 7.27-7.31 (m, 

1 H, p-arCH), 7.31-7.37 (m, 7 H, 4×o/m-arCH Bn 3×o/p-arCH Ts), 7.79 (ddd, 3
J=8.5, 2

J=2.0, 1.8 Hz, 2 

H, 2×m-arCH Ts).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 19.68 (q, CH3 C13), 21.77 (q, CH3 Ts), 24.86 (t, 

C8), 25.15 (t, C3), 27.07 (t, C5), 28.93 (t, C2), 29.19 (t, C4), 29.77 (d, CH C10), 36.87 (t, C11), 37.26 

(t, C9), 68.85 (t, CH2OBn C12), 70.73 (t, TsOCH2 C1), 73.08 (t, CH2Ph), 127.62 (d, p-arCH Bn), 127.75 

(d, o-arCH Bn), 128.03 (d, o-arCH Ts), 128.49 (d, m-arCH Bn), 129.28 (d, CH= C6), 129.94 (d, m-arCH 

Ts), 130.47 (d, =CH C7), 133.51 (s, C14 Ts), 138.88 (s, C20 Bn), 144.74 (s, MeC17 Ts).    
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H.6.7.3 n-Alkyl-WITTIG-Salze 

Für die WITTIG-Olefinierungen als Teile der Sequenzen zur Darstellung von 11-

Methylheptacosan (Cf.2) und 13-Methylheptacosan (Cf.3) wurden folgende n-

Alkyltriphenylphosphonium-Salze benötigt. Diese wurden wie n-Henicosyl-TPPBr (#322) nach 

der Allgemeinen Arbeitsvorschrift AAV 7 aus den jeweiligen n-Alkylbromiden dargestellt. 

1-Bromheptan (#88) n-Heptyl-TPPBr (#129)  

1-Bromnonan (#359) n-Nonyl-TPPBr (#360) 

1-Bromdecan (#356) n-Decyl-TPPBr (#357) 

1-Bromdodecan (#350) n-Dodecyl-TPPBr (#351) 

1-Bromtetradecan (#344) n-Tetradecyl-TPPBr (#345) 

1-Bromhenicosan (#321) n-Henicosyl-TPPBr (#322) 

H.6.7.3a n-Heptyltriphenylphosphoniumbromid  (#129) 

Gemäß AAV 7 wurden unter Stickstoffatmosphäre 3.229 g 

(18.03 mmol) frisch destilliertes 1-Bromheptan (#88) und 

4.492 g (17.13 mmol, 0.95 eq) Triphenylphosphin in 20 mL 

trockenem Toluol gelöst und für 65 h unter Rückfluss bei 

einer Ölbadtemperatur von 130 °C gerührt. Das Lösungsmittels wurde bis auf 10 mL entfernt 

und das WITTIG-Salz durch langsame Zugabe von 45 mL Diethylether gefällt, über einen 

Membranfilter abfiltriert, mit Diethylether gewaschen und im Ölpumpenvakuum getrocknet. Es 

wurden 6.978 g (15.81 mmol, 92%) n-Heptyl-TPPBr (#129) als weißer, pulvriger Feststoff 

erhalten. 

M [C25H30BrP] = 441.39 g/mol  

M [C25H30P] = 361.2085 g/mol  

MS (FAB): m/z (%) = 128 (1), 133 (1), 136 (1), 141 (1), 152 (1), 154 (1), 165 (1), 170 (1), 178 (1), 183 (8, 

C12H8P
+), 184 (1), 185 (4), 186 (1), 197 (1), 199 (3), 200 (1), 213 (1), 261 (1), 262 (6, PPh3

+), 263 (2), 

275 (4, CHPPh3
+), 276 (1), 277 (1), 285 (1), 289 (5, CH2CHPPh3

+), 290 (1), 303 (1), 309 (1), 317 (1), 

331 (1), 345 (1), 359 (4), 360 (1), 361 (100, M+
Kat), 362 (28), 363 (4), 364 (1), 373 (1), 375 (1), 377 

(2), 378 (1).  

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (9), 40 (3), 41 (23), 42 (10), 43 (11), 50 (1), 51 (5), 52 (1), 

53 (2), 54 (2), 55 (15), 56 (17), 57 (22, C4H9
+), 58 (1), 63 (1), 65 (2), 67 (1), 68 (1), 69 (8, C5H9

+), 70 

(7), 71 (1), 76 (1), 77 (3, C6H5
+), 78 (1), 79 (2), 80 (6), 81 (4), 82 (6), 83 (2), 89 (1), 91 (1), 98 (4), 102 

(1), 107 (13), 108 (31, PPh+), 109 (3), 115 (3), 128 (1), 131 (3), 133 (3), 135 (7), 137 (6), 139 (2), 141 

(1), 151 (1), 152 (7), 153 (2), 154 (2), 157 (4), 159 (1), 170 (3), 181 (1), 182 (1), 183 (58, C12H8P
+), 184 

(12), 185 (9), 186 (1), 260 (2), 261 (13), 262 (100, PPh3
+), 263 (20), 264 (2), 277 (3), 278 (1).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
JH7-H6=7.1 Hz, 3H, CH3 C7), 1.21-

1.30 (m, 2H, CH2 C5), 1.24-1.36 (m, 2H, CH2 C6), 1.30-1.40 (m, 2H, CH2 C4), 1.51-1.60 (m, 2H, CH2 

C3), 1.61-1.73 (m, 2H, CH2 C2) 3.37-3.47 (m, 2H, CH2 C1), 7.73-7.86 (m, 12H, 12×arCH C9 und C10), 

7.87-7.93 (m, 3H, 3×arCH C11). 
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13C-NMR, HSQC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 14.46 (q, C7), 22.99 (dt, 1
JC1-P=51.2 Hz, C1), 23.65 (br.st, 

C2), 23.72 (t, C6), 29.72 (br.st, C4), 31.70 (dt, 3JC3-P=16.8 Hz, C3), 32.74 (t, C5), 120.20 (dd, 1JC8-P=86.4 

Hz, C8), 131.70 (dd, 3JC10-P=12.4 Hz, C10), 134.98 (dd, 2JC9-P=9.5 Hz, C9), 136.41 (br.sd, C11). 

H.6.7.3b n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid  (#360) 

Unter Stickstoffatmosphäre wurden 2.008 g 

(9.69 mmol) frisch destilliertes 1-Bromnonan (#359) 

und 2.407 g (9.18 mmol) Triphenylphosphin in 20 mL 

trockenem Toluol gelöst und 84 h unter Rückfluss 

gerührt. Das Lösungsmittel wurde bis auf 10 mL entfernt und das WITTIG-Salz mit 70 mL 

Diethylether gefällt. Der feine Niederschlag wurde über einen Membranfilter abfiltriert, dreimal 

mit je 20 mL Diethylether gewaschen und im Ölpumpenvakuum getrocknet. Es wurden 3.831 g 

(8,16 mmol, 89%) n-Nonyl-TPPBr (#360) als weißer Feststoff erhalten. 

M [C28H36BrP] = 469.47 g/mol  

M [C28H36P] = 389.2398 g/mol  

MS (FAB): m/z (%): 262 (15, PPh3
+), 275 (8, CHPPh3

+), 289 (9, C2H3PPh3
+), 389 (100, MKat

+), 390 (32, 
13C1-MKat

+). 

H.6.7.3c n-Decyltriphenylphosphoniumbromid  (#357) 

Gemäß AAV 7 wurden unter Stickstoff-

atmosphäre 3.162 g (16.37 mmol) frisch 

destilliertes 1-Bromdecan (#356) und 4.037 g 

(15.39 mmol) Triphenylphosphin in 20 mL 

trockenem Toluol gelöst und 48 h unter Rückfluss gerührt. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel entfernt. Das WITTIG-Salz konnte jedoch nicht mit Diethylether gefällt werden, 

sondern bildete beim Zutropfen eine ölige Phase. Analoge Synthesedurchführungen mit Benzol, 

Cyclohexan bzw. Acetonitril als Lösemittel lieferten ebenfalls nicht kristalline Produkte. Die Salz-

Phase wurde daher mehrmals mit 15 mL Et2O verrührt und der überstehende Ether nach 

Phasentrennung abpipettiert. Das Salz wurde im Ölpumpenvakuum bei 40 °C für zwei Tage 

getrocknet. Es wurden 6.469 g (13.38 mmol, 87%) n-Decyl-TPPBr (#357) als leicht gelbliche, 

klebrige Paste erhalten.  

M [C28H36BrP] = 483.47 g/mol  

M [C28H36P] = 403.2555 g/mol  

Rf = 0.42 (EE/MeOH 4:1) 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 38 (2), 39 (6), 40 (3), 41 (8), 42 (3), 43 (5), 44 (3), 51 (9), 55 

(8), 57 (14, C4H9
+), 63 (4), 65 (6), 67 (4), 69 (6), 71 (3), 77 (24, C6H5

+), 78 (24), 79 (28), 80 (56), 81 

(26), 82 (55, C6H10
+), 83 (5), 91 (17), 95 (2), 107 (29), 108 (67, PPh+), 109 (11), 115 (6), 121 (3), 128 

(3), 131 (2), 133 (4), 141 (2, C10H21
+), 152 (16), 153 (2), 154 (5), 157 (4), 183 (97, C12H8P

+), 184 (21), 
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185 (19), 186 (25), 199 (19), 200 (10), 201 (6), 202 (4), 213 (4), 215 (3), 260 (3), 261 (10), 262 (100, 

PPh3
+), 263 (16), 277 (15), 326 (3, M+-Ph), 338 (1).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] =  0.89 (t, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH2CH3 

C10), 1.23-1.30 (m, 8 H, 4×CH2, C5 bis C8), 1.25-1.34 (m, 2 H, CH2CH3 C9), 1.30-1.38 (m, 2 H, CH2 

C4), 1.50-1.59 (m, 2 H, CH2 C3), 1.61-1.73 (m, 2 H, CH2 C2), 3.35-3.44 (m, 2 H, CH2P C1), 7.73-7.79 

(m, 6 H, 6×m-arCH, C13), 7.77-7.84 (m, 6 H, 6×o-arCH, C12), 7.89 (br.td, 3
JH-H=7.2 Hz, 5

JH-P=1.9 Hz, 3 

H, 3×p-arCH, C14).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] = 14.38 (q, CH3 C10), 22.72 (td, 1
JC-P=51.4 Hz, C1), 

23.53 (td, 2
JC-P=4.4 Hz, C2), 23.67 (t, C9), 29.87 (t, C4), 30.35 / 30.37 / 30.49 (3t, C5 bis C7), 31.59 

(td, 3
JC-P=16.1 Hz, C3), 32.98 (t, C8), 120.02 (sd, 1

JC-P=85.8 Hz, arC11), 131.53 (dd, 3
JC-P=12.5 Hz, m-

arC13), 134.80 (dd, 2JC-P=10.3 Hz, o-arC12), 136.28 (dd, 4JC-P=2.9 Hz, p-arC14).   

H.6.7.3d n-Dodecyltriphenylphosphoniumbromid  (#351) 

Nach AAV 7 wurden 4.999 g (20.06 mmol; 

249.24 g/mol) frisch destilliertes 1-Brom-

dodecan (#350) und 5.017 g (19.13 mmol; 

262.29 g/mol) Triphenylphosphin unter 

Argon-Atmosphäre in 25 mL trockenem Toluol gelöst und für 86 Stunden unter Rückfluss 

erhitzt. Nach Einengen auf ca. 10 mL wurde das WITTIG-Salz mit 50 mL Et2O gefällt und der 

silbrig schimmernde Niederschlag durch dreimaliges Zentrifugieren aus Diethylether gereinigt 

und für 16 h im Vakuum getrocknet. Es wurden 8.953 g (17.50 mmol, 91%) n-Dodecyl-TPPBr 

(#351) als weißer, amorpher Feststoff erhalten.  

M [C30H40BrP] = 511.52 g/mol 

M [C30H40P] = 431.2868 g/mol 

Smp = 94 °C 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (12, C3H3
+), 40 (3), 41 (26, C3H5

+), 42 (9), 43 (27, C3H7
+), 50 

(3), 51 (12), 53 (3), 54 (4), 55 (23), 56 (15), 57 (26, C4H9
+), 63 (2), 65 (2), 67 (3), 68 (3), 69 (19, C5H9

+), 

70 (12), 71 (13), 77 (8, C6H5
+), 78 (4), 79 (2), 80 (5), 81 (6), 82 (2), 82 (5), 83 (16), 84 (9), 85 (8), 97 

(11), 98 (6), 99 (2), 107 (26), 108 (40, PPh+), 109 (6), 111 (4), 112 (2), 115 (6), 126 (3), 128 (2), 131 

(4), 133 (7), 135 (24, C4H8
79Br+), 137 (23, C4H8

81Br+), 139 (4), 141 (4), 149 (4), 151 (6), 152 (16, 

C12H8
+), 153 (4), 154 (5), 157 (8), 168 (5), 170 (7), 181 (3), 183 (74, C12H8P

+), 184 (30), 185 (18, 

PPh2
+), 186 (3), 261 (35), 262 (100, PPh3

+), 263 (54), 264 (5), 289 (3, CH2CHPPh3
+), 431 (12, MKat

+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.89 (t, 3J=7.0 Hz, 3 H, CH2CH3 C12), 

1.23-1.34 (m, 12 H, 6×CH2, C5 bis C10), 1.25-1.33 (m, 2 H, CH2CH3 C11), 1.28-1.38 (m, 2 H, CH2 C4), 

1.55 (tt, 3
J=7.3, 7.3 Hz, 2 H, CH2 C3), 1.61-1.72 (m, 2 H, CH2 C2), 3.36-3.45 (m, 2 H, CH2P C1), 7.53 

(ddd, 3
J=7.5, 7.5, 4

JH-P=3.8 Hz, 6 H, 6×m-arCH, C15), 7.76-7.84 (mdP, 3
JH-P=1.5 Hz, 6 H, 6×o-arCH, 

C14), 7.89 (br.td, 3
JH-H=7.1 Hz, 5JH-P=1.8 Hz, 3 H, 3×p-arCH, C16).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] =  14.43 (q, CH3 C12), 22.67 (td, 1
JC-P=50.4 Hz, C1), 

23.54 (td, 2
JC-P=4.6 Hz, C2), 23.72 (t, C11), 29.90 (t, C4), 30.39 / 30.43 / 30.55 / 30.70 (4t, C5 bis C9), 

31.60 (td, 3
JC-P=16.0 Hz, C3), 33.05 (t, C10), 120.02 (sd, 1

JC-P=86.2 Hz, arC13), 131.52 (dd, 3
JC-P=12.1 

Hz, m-arC15), 134.82 (dd, 2JC-P=9.9 Hz, o-arC14), 136.26 (dd, 4JC-P=3.1 Hz, p-arC16).   
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H.6.7.3e n-Tetradecyltriphenylphosphoniumbromid  (#345) 

Der AAV 7 folgend wurden 5.099 g 

(18.39 mmol; 277.30 g/mol) frisch 

destilliertes 1-Bromtetradecan und 

4.583 g (17.47 mmol) Triphenyl-

phosphin unter Stickstoff-Atmosphäre in 40 mL trockenem Toluol für 96 h zum Rückfluss 

erhitzt. Nach dem Abkühlen wurde auf ca. 10 mL eingeengt und das Salz durch Zugabe von 

15 mL Et2O ausgefällt. Der Niederschlag wurde durch dreimaliges Zentrifugieren aus 

Diethylether gereinigt und im Vakuum getrocknet. Es wurden 7.495 g (14.72 mmol, 84%) n-

Tetradecyl-TPPBr (#345) als weißer, pulvriger Feststoff erhalten.  

M [C32H44BrP] = 539.57 g/mol 

M [C32H44P] = 459.3181 g/mol 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 39 (14), 40 (3), 41 (29, C3H5+), 42 (11), 43 (30), 44 (2), 50 (6), 

51 (17), 53 (4), 54 (5), 55 (29, C4H7
+), 56 (18), 57 (34, C4H9

+), 58 (2), 63 (3), 65 (3, C5H5
+), 67 (5), 68 

(4), 69 (27), 70 (17), 71 (23), 74 (2), 75 (2), 77 (12, C6H5
+), 78 (5), 80 (6), 81 (8), 82 (5), 82 (4), 83 (24, 

C6H11
+), 84 (10), 85 (16), 91 (2), 97 (17, C7H13

+), 98 (6), 99 (3), 107 (30), 108 (43, PPh+), 109 (8), 111 

(6), 112 (3), 113 (3), 115 (8), 125 (2), 126 (3), 127 (3), 128 (3), 131 (4), 133 (8), 135 (34, C4H8
79Br+), 

137 (34, C4H8
81Br+), 139 (5), 141 (5), 149 (7), 151 (9), 152 (20, C12H8

+), 153 (6), 154 (7), 157 (10), 170 

(7), 181 (4), 183 (74, C12H8P+), 184 (37), 185 (28, PPh2
+), 186 (5), 199 (3), 261 (54), 262 (100, PPh3

+), 

263 (66), 264 (7), 275 (3, CHPPh3
+), 277 (4), 289 (25, CH2CHPPh3

+), 290 (6), 331 (2, C5H9PPh3
+), 345 

(5, C6H11PPh3
+), 457 (2), 458 (3), 459 (17, MKat

+), 460 (2), 461 (3).  

MS (FAB): m/z (%): 262 (11, PPh3
+), 275 (5, CHPPh3

+), 289 (9, CH2CHPPh3
+), 459 (100, MKat

+), 461 (35, 
13C1-MKat

+), 475 (3).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, MeOD): δ [ppm] = 0.90 (t, 3J=6.9 Hz, 3 H, CH2CH3 C14), 

1.22-1.36 (m, 16 H, 8×CH2, C5 bis C12), 1.27-1.33 (m, 2 H, CH2CH3 C13), 1.31-1.39 (m, 2 H, CH2 C4), 

1.51-1.60 (m, 2 H, CH2 C3), 1.61-1.72 (m, 2 H, CH2 C2), 3.35-3.45 (m, 2 H, CH2P C1), 7.76 (ddd, 
3
J=7.9, 7.9, 4

JH-P=3.6 Hz, 6 H, 6×m-arCH, C17), 7.77-7.85 (m, 6 H, 6×o-arCH, C16), 7.89 (br.td, 3
J=7.2 

Hz, 5JH-P=1.8 Hz, 3 H, 3×p-arCH, C18).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, MeOD): δ [ppm] =  14.41 (q, C14), 22.73 (td, 1
JC-P=50.6 Hz, C1), 

23.55 (td, 2
JC-P=4.4 Hz, C2), 23.71 (t, C13), 29.87 (t, C4), 30.37 / 30.43 / 30.53 / 30.68 / 30.71 / 30.73 

/ 30.74 (7t, C5 bis C11), 31.59 (td, 3
JC-P=16.1 Hz, C3), 33.04 (t, C12), 120.03 (sd, 1

JC-P=86.6 Hz, arC15), 

131.52 (dd, 3
JC-P=12.5 Hz, m-arC17), 134.81 (dd, 2

JC-P=10.3 Hz, o-arC16), 136.27 (dd, 4
JC-P=2.9 Hz, p-

arC18).  
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H.6.7.4 (R)-11-Methylheptacosan  (R-Cf.2) 

H.6.7.4a (3R)-1-(tert-Butyldimethylsilyloxy)-3-methyltridec-6-en  (#340) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

345 mg (0.93 mmol) (10R)-1-AcO-12-TBSO-

10-methyldodec-6-en (#330) in 20 mL 

absolutem THF gelöst, 15 mg (0.08 mmol) 

trockenes CuII in der Lösung suspendiert und das Gemisch auf -70 °C gekühlt. Dann wurden 

1.08 mL (3.24 mmol) 3 M Methylmagnesiumbromid-Lösung in Diethylether langsam zugetropft. 

Das Reaktionsgemisch wurde langsam auf RT erwärmt und 72 h gerührt. Anschließend wurde 

auf 0 °C gekühlt, in 30 mL 0 °C kalte ges. NH4Cl-Lösung einpipettiert und nach AAV 10 

aufgearbeitet. Aus 78 mg Rohprodukt konnte die Zielverbindung, (3R)-1-TBSO-3-methyltridec-

6-en (#340), säulenchromatographisch nicht isoliert werden (35 g Kieselgel; PE 35-50 / EE, 

Gradient 10:1 bis 2:1).  

M [C20H42OSi] = 326.64 g/mol  

H.6.7.4b (3R,6EZ)-1-(Benzyloxy)-3-methyltridec-6-en  (#341) 

aus (6EZ,10R)-1-AcO-12-BnO-10-methyldodec-6-en (#336) 

Die Synthese von #341 erfolgte 

unter Argon-Atmosphäre nach der 

Allgemeinen Arbeitsvorschrift AAV 10 

aus 167 mg (0.48 mmol) (6EZ,10R)-1-

AcO-12-BnO-10-methyldodec-6-en (#336) in 10 mL absolutem THF unter Verwendung von 

10 mg (0.05 mmol) trockenem CuII als Katalysator und Zutropfen von 0.35 mL (1.05 mmol) 3 M 

Methylmagnesiumbromid-Lösung in Diethylether bei -50 °C. Nach langsamem Erwärmen wurde 

16 Stunden bei Raumtemperatur gerührt und dann aufgearbeitet. Im Rohprodukt wurde mittel 

GC/MS das Kupplungsprodukt, (3R,6EZ)-1-BnO-3-methyltridec-6-en (#341), nur als 

Nebenkomponente identifiziert. Hauptkomponente war das Acetat-Hydrolyseprodukt, 

(10R,6EZ)-12-BnO-10-methyldodec-6-en-1-ol (#337). Durch säulenchromatographische 

Reinigung über 15 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel wurden 106 mg 

(0.35 mmol, 73%) #337 erhalten. 

(10R,6EZ)-12-BnO-10-methyldodec-6-en-1-ol (#337), s. S. 855 

M [C20H32O2] = 304.47 g/mol 

Rf = 0.11 (PE/EE 8:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) =  38 (1), 39 (7), 40 (1), 41 (20), 42 (3), 43 (10), 44 (1), 45 (1), 50 

(1), 51 (3), 52 (1), 53 (5), 54 (5), 55 (30), 56 (3), 57 (5), 63 (2), 64 (1), 65 (14), 66 (2), 67 (32), 68 

(5), 69 (14), 70 (2), 71 (7), 77 (7), 78 (2), 79 (16), 80 (5), 81 (32), 82 (3), 83 (8), 84 (1), 85 (9), 86 

(1), 89 (2), 91 (100, C7H7
+), 92 (12), 93 (11), 94 (3), 95 (30), 96 (4), 97 (7), 98 (2), 99 (4), 104 (1), 
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105 (3), 106 (1), 107 (13), 108 (5), 109 (14), 110 (2), 111 (3), 112 (1), 113 (1), 117 (1), 121 (8), 

122 (1), 123 (2), 125 (1), 135 (4), 136 (1), 149 (1), 151 (1), 177 (2), 195 (3), 196 (1, M+-BnOH), 

213 (0.5, M+-Bn).  

aus (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en (#338) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 217 mg (0.47 mmol) (6EZ,10R)-12-Benzyloxy-10-methyl-

1-(p-toluolsulfonyloxy)dodec-6-en (#338) in 15 mL absolutem Tetrahydrofuran gelöst, mit 

15 mg (0.08 mmol) trockenem CuII versetzt und auf -80 °C gekühlt. Dann wurden langsam 

1.0 mL (3.0 mmol) 3 M Methylmagnesiumbromid-Lösung in Et2O zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wurde sehr langsam auf RT erwärmt und die schwarze Suspension weitere 

70 h gerührt. Anschließend wurde sie in 25 mL auf 0 °C gekühlte ges. Ammoniumchlorid-Lsg. 

einpipettiert und das Gemisch eine Stunde bei Raumtemperatur gerührt. Die tiefblaue wässrige 

Phase wurde abgetrennt und zweimal mit je 25 mL Et2O extrahiert und die vereinigte org. Phase 

nach AAV 10 aufgearbeitet Das leicht gelbe Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 

17 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (50:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 129 mg (0.43 mmol, 

90%) (3R,6EZ)-1-BnO-3-methyltridec-6-en (#341) als farblose Flüssigkeit erhalten.  

aus (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (R-#335) 

Nach der Allgemeinen Vorschrift AAV 8 zur WITTIG-Olefinierung wurden 1.328 g (3.01 mmol) 

n-Heptyl-TPPBr (#129) in 30 mL trockenem THF suspendiert, auf -40 °C gekühlt und langsam 

1.8 mL (2.88 mmol) 1.6 M n-Butyllithium-Lösung in Hexan zugetropft. Nach Erwärmen auf RT 

über 1.5 h wurde die tiefrote Ylid-Lösung auf -40 °C gekühlt und eine Lösung von 322 mg 

(1.46 mmol) (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (R-#335) in 3 mL trockenem THF langsam 

zugegeben. Das nun gelbe, leicht trübe Reaktionsgemisch wurde auf RT erwärmt und 16 h 

gerührt. Zur Aufarbeitung wurde bei 0 °C mit 0.1 mL (5.5 mmol) Wasser in 2 mL THF 

hydrolysiert, über Magnesiumsulfat getrocknet und filtriert, mit Sand / MgSO4 versetzt und 

einrotiert. Der Rückstand wurde mit 15 mL Pentan / Diethylether (5:1) aufgenommen und über 

Kieselgur filtriert. Die säulenchromatographische Reinigung des Rohprodukts über 40 g 

Kieselgel mit PE 35-50 / EE (45:1) als Laufmittel lieferte 241 mg (0.80 mmol, 55%) (3R,6EZ)-1-

BnO-3-methyltridec-6-en (#341) als farblose Flüssigkeit. 

M [C21H34O] = 302.50 g/mol 

Rf = 0.58 (PE/EE 8:1) 

Isomerenverhältnis (aus #338): (6Z):(6E) = 85:15 (order of elution) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 41 (20), 42 (4), 43 (16), 54 (4), 55 (26), 56 (4), 57 (7), 65 (8), 

67 (15), 68 (3), 69 (28, C5H9
+), 70 (4), 71 (5), 77 (3), 79 (5), 81 (38, C6H9

+), 82 (4), 83 (16), 85 (9), 91 

(100, C7H7
+), 92 (13), 95 (30, C7H11

+), 96 (4), 97 (15), 107 (4), 109 (25, C8H13
+), 110 (3), 111 (8), 123 

(12, C9H15
+), 137 (7), 151 (1), 161 (1), 193 (4), 211 (5, M+-Bn), 302 (0.2, M+). 
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(EZ)-#341 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.893 (d, 3
J=7.5 Hz, 3 H, CH3 C13), 

0.894 (d, 3J=6.5 Hz, 3 H, CH3 C14), 1.12-1.22 / 1.31-1.40 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.23-1.37 (m, 4 H, CH2 C9 

C10), 1.24-1.30 (2m, 2 H, CH2 C11), 1.26-1.33 (2m, 2 H, CH2 C12), 1.38-1.48 / 1.62-1.73 (2m, 2 H, 

CH2 C2), 1.55-1.64 (m, 1 H, CH C3), 1.92-2.10 (m, 4 H, 2×CH2 C5 C8), 3.46-3.55 (m, 2 H, CH2O C1), 

4.50 (s, 2 H, CH2Ph), 5.30-5.41 (m, 2 H, 2×=CH C6 C7), 7.25-7.31 (m, 1 H, p-arCH), 7.32-7.36 (m, 4 H, 

4×o/m-arCH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.25 (q, CH3 C13), 19.71 (q, CH3 C14), 22.81 (st, 

C12), 24.86 (t, C5), 27.39 (t, C8), 29.15 / 29.90 (2t, C9 C10), 29.80 (d, CH C3), 31.94 (t, C11), 36.89 (t, 

C2), 37.33 (t, C4), 68.91 (t, C1), 73.09 (t, CH2Ph), 127.61 (d, p-arC19), 127.76 (d, o-arC17), 128.49 (d, 

m-arC18), 129.97 (d, CH= C7), 130.08 (d, =CH C6), 137.68 (s, arC16).    

H.6.7.4c (3R)-3-Methyltridecan-1-ol  (#342) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 124 mg 

(0.410 mmol) (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methyl-

tridec-6-en (#341) in 6 mL trockenem Pentan 

gelöst und mit 15 mg Palladium auf Aktivkohle versetzt. Anschließend wurde die Suspension 

unter Wasserstoff-Atmosphäre bei 60 bar und Raumtemperatur für 18 Stunden gerührt. 

Anschließend wurde mit 6 mL Diethylether verdünnt, der Katalysator über 4 g Kieselgel 

abfiltriert und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Es wurden 87 mg (max. 0.406 mmol; 

chem. Reinheit 96%, GC) (3R)-3-Methyltridecan-1-ol (#342) als farblose Flüssigkeit erhalten und 

ohne weitere Reinigung für die nächste Stufe verwendet. 

M [C14H30O] = 214.39 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 41 (66), 42 (18), 43 (82, C3H7
+), 44 (4), 45 (3), 53 (5), 54 (5), 

55 (86, C4H7
+), 56 (64), 57 (66), 67 (11), 68 (7), 69 (50), 70 (100, C5H10

+), 71 (49), 72 (3), 81 (7), 82 

(20), 83 (57, C6H11
+), 84 (23), 85 (17), 96 (10), 97 (49), 98 (12), 110 (3), 111 (24), 112 (7), 125 (8), 126 

(5), 140 (4), 154 (1), 168 (11), 196 (1, M+-H2O), 214 (0.1, M+). 

H.6.7.4d (3R)-3-Methyltridecanal  (#343) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden nach AAV 11 

87 mg (max. 0.41 mmol) (3R)-3-Methyltridecan-1-ol 

(#342) in 10 mL trockenem Dichlormethan gelöst 

und 50 mg gepulvertes trockenes Molsieb 4 Å zugegeben. Das Gemisch wurde auf -15 °C 

abgekühlt und unter Rühren portionsweise mit 277 mg (1.28 mmol) PCC versetzt. Das 

braunschwarze Gemisch wurde nach Erwärmen auf Raumtemperatur für 2 h gerührt. 

Anschließend wurde das Lösungsmittel fast vollständig entfernt, der Rückstand in 10 mL 

Diethylether / Pentan (1:1) mit Sand und Magnesiumsulfat zerrieben und über 8 g Kieselgel 

filtriert. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 10 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE 

(40:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 63 mg (0.30 mmol, 73% 2 Stufen) (3R)-3-

Methyltridecanal (#343) als farblose Flüssigkeit erhalten.  
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M [C14H28O] = 212.38 g/mol 

Rf = 0.19 (PE/EE 40:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 41 (67), 42 (16), 43 (69, C3H7
+), 44 (11), 53 (5), 54 (6), 55 

(59, C4H7
+), 56 (38), 57 (52), 58 (4), 67 (17), 68 (17), 69 (48), 70 (40), 71 (100, C5H11

+), 72 (7), 80 (4), 

81 (39), 82 (29), 83 (37), 84 (23), 85 (11), 86 (3), 95 (13), 96 (19), 97 (34), 98 (13), 99 (3), 109 (8), 

110 (9), 111 (20), 112 (8), 124 (4), 125 (10), 126 (4), 139 (3), 140 (6, C10H20
+), 152 (1), 168 (36, M+-

CH3CHO ML), 169 (6), 179 (1), 194 (0.5, M+-H2O), 212 (0.1, M+).  

H.6.7.4e (11R,13EZ)-11-Methylheptacos-13-en  (#346) 

Nach der Allgemeinen Arbeitsvorschrift AAV 8 wurden 690 mg (1.28 mmol) n-Tetradec-1-yl-

TPPBr (#345) unter Argon-Atmosphäre in 15 mL trockenem Tetrahydrofuran suspendiert, auf -

40 °C gekühlt und durch Zutropfen von 0.60 mL (0.96 mmol) 1.6 M n-Buli-Lösung in Hexan 

deprotoniert. Das Gemisch wurde über 45 Minuten auf Raumtemperatur erwärmt und weitere 

1.5 h gerührt. Die nun klare, leuchtend orange Lösung wurde auf -20 °C abgekühlt und langsam 

mit 35 mg (0.165 mmol) (3R)-3-Methyltridecanal (#343) in 2 mL trockenem THF versetzt, 

langsam auf RT erwärmt und weitere 16 Stunden gerührt. Im Anschluss wurde die 

Reaktionslösung auf 0 °C abgekühlt, mit 35 µL (1.9 mmol) Wasser in 2 mL THF gequencht und 

30 min über Sand und Magnesiumsulfat gerührt. Dann wurde das Lösungsmittel entfernt, der 

Rückstand zweimal mit 10 mL Pentan extrahiert und der vereinte Extrakt über 5 g Kieselgel 

filtriert. Es wurden 53 mg (0.135 mmol, 82%) (11R,13EZ)-11-Methylheptacos-13-en (#346) als 

farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C28H56] = 392.75 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (29), 42 (5), 43 (61), 54 (10), 55 (42), 56 (29), 57 (100, C4H9
+), 58 

(5), 67 (11), 68 (9), 69 (35), 70 (20), 71 (60, C5H11
+), 72 (4), 81 (10), 82 (12), 83 (34), 84 (14), 85 (40, 

C6H13
+), 95 (5), 96 (10), 97 (39), 98 (10), 99 (12), 110 (5), 111 (28), 112 (8), 113 (7), 124 (3), 125 (13), 

126 (9), 127 (4), 139 (7), 140 (5), 153 (3), 154 (6), 166 (4), 167 (10), 168 (19, M+-Hexadecen), 169 

(3), 182 (6, M+-C15H30), 183 (2), 195 (1), 196 (1), 207 (1), 210 (1), 221 (1), 222 (1), 223 (1), 224 (1), 

238 (2), 250 (2), 251 (2, M+-Decyl), 252 (1), 266 (2), 267 (1), 281 (1), 392 (1, M+).   

(Z)-#346 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.86 / 0.87 (2d, 3
J=6.6 / 6.6 Hz, 6 H, 

2×CH3 C1 C27), 0.89 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C28), 1.03-1.15 / 1.26-1.35 (2m, 2 H, CH2 C10), 1.26 (m, 

38 H, 14×CH2 C4 bis C8 und C16 bis C24), 1.35-1.49 / 1.93-2.02 (2m, 2 H, CH2 C12), 1.77-1.92 (m, 1 

H, CH C11), 1.97-2.06 (m, 2 H, CH2 C15), 5.30-5.44 (m, 2 H, CH=CH C13 C14).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.26 (q, 2×CH3 C1 C27), 19.78 (q, CH3 C28), 

22.85 (t, 2×CH2 C2 C26), 27.35 (t, C9), 27.50 (t, Z-C15), 29.52 / 29.73 / 29.82 / 29.85 / 29.88 / 29.91 

/ 30.14 (7t, 19×CH2 C2 bis C9 und C16 bis C26), 32.09 (t, 2×CH2 C3 C25), 33.61 (d, CH C11), 34.69 (t, 

C15), 36.88 (t, C10), 128.62 (d, =CH C13), 130.81 (d, CH= C14).     
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H.6.7.4f (R)-11-Methylheptacosan  (R-Cf.2) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 50 mg (0.127 mmol) (11R,13EZ)-11-Methylheptacos-

13-en (#346) in 6 mL trockenem Pentan gelöst, mit 20 mg (0.019 mmol Pd) Palladium auf 

Aktivkohle (Pd/C, 10% Pd) versetzt und bei RT im Autoklaven bei 60 bar für 4 h hydriert. 

Anschließend wurde der Katalysator über 4 g Kieselgel abfiltriert und das Lösemittel im 

Vakuum entfernt. Es wurden 48 mg (0.122 mmol, 96%) (R)-11-Methylheptacosan (R-Cf.2) als 

weißer paraffinartiger Feststoff erhalten. 

M [C28H58] = 394.77 g/mol 

Spezifische Drehung:  = -13.5° (c = 0.46, CHCl3)  

Rf = 0.89 (PE) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (27), 42 (7), 43 (66), 44 (2), 53 (1), 54 (2), 55 (23), 

56 (14), 57 (100, C4H9
+), 58 (5), 67 (3), 68 (3), 69 (17), 70 (11), 71 (76, C5H11

+), 72 (4), 79 (1), 81 (2), 

82 (5), 83 (15), 84 (7), 85 (56), 86 (4), 95 (1), 96 (4), 97 (14), 98 (4), 99 (21), 100 (2), 109 (1), 110 (3), 

111 (10), 112 (3), 113 (15), 114 (1), 124 (2), 125 (6), 126 (2), 127 (8), 128 (1), 138 (1), 139 (3), 140 

(4), 141 (5), 142 (1), 152 (1), 153 (1), 154 (1), 155 (4), 156 (1), 166 (1), 167 (1), 168 (15, M+-C16H34), 

169 (8), 170 (1), 181 (1), 182 (1), 183 (3), 196 (1), 197 (2), 207 (1), 211 (1), 224 (2), 225 (1), 252 (6, 

M+-C10H22), 253 (5), 254 (1), 281 (1), 365 (1), 379 (1, M+-Me), 394 (0.04, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 0.84 (d, 3
J = 6.6 Hz, 3 H, CH3 

C28, 0.88 (t, 3
J = 6.9 Hz, 6 H, 2×CH2CH3 C1 C27), 1.04-1.12 / 1.26-1.33 (2 m, 4 H, 2×CH2 C10 C12), 

1.19-1.32 (m, 40 H, 20×CH2, C3 bis C9 und C13 bis C25), 1.25-1.33 (m, 4 H, 2×CH2CH3 C2 C26), 1.32-

1.40 (m, 1 H, CH C11).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3, 25 °C): δ [ppm] = 14.28 (q, 2×CH3 C1 C27), 19.89 (q, CH3 

C28), 22.85 (t, C2 C26), 27.24 (t, C9 C13), 29.52 (t, C4 C24), 29.82 / 29.86 / 29.89 (3t, C5 bis C7 und 

C15 bis C23), 30.19 (t, C8 C14), 32.09 (t, C3 C25), 32.91 (d, CH C11), 37.25 (t, C10 C12). 
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H.6.7.5 (R)-13-Methylheptacosan  (R-Cf.3) 

H.6.7.5a (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methylpentadec-6-en  (#347) 

aus (6EZ,10R)-12-BnO-10-methyl-1-(p-tosyloxy)dodec-6-en (#338) 

Die Darstellung von (3R)-1-

Benzyloxy-3-methylpentadec-6-

en (#347) erfolgte analog der 

Synthese von (3R)-1-BnO-3-

methyltridec-6-en (#341). Das GRIGNARD-Reagenz, n-Propylmagnesiumbromid (#20), wurde nach 

AAV 9 aus 1.00 mL (1.35 g, 11.0 mmol) frisch über NaH destilliertem n-Propylbromid (#19) und 

1.55 g (63.8 mmol) Magnesium in 15 mL trockenem THF mit Iod als Aktivator bereitet.  

Unter Argon-Atmosphäre wurden 219 mg (0.48 mmol) (10R,6EZ)-12-Benzyloxy-10-methyl-

1-(p-toluolsulfonyloxy)dodec-6-en (#338) in 15 mL absolutem THF unter Katalyse durch 15 mg 

(0.08 mmol) trockenes CuII bei -80 °C mit 2.6 mL (1.91 mmol) obiger n-

Propylmagnesiumbromid-Lösung umgesetzt. Das grauschwarze Reaktionsgemisch wurde nach 

40 h bei RT wie beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt säulenchromatographisch über 

16 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (45:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 144 mg (0.44 mmol, 

92%) (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methylpentadec-6-en (#347) mit einem Z:E-Verhältnis von 85:15 

(GC) als farbloses Öl erhalten. 

aus (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (R-#335) 

Die Synthese von #347 aus (4R)-6-Benzyloxy-4-methylhexanal (R-#335) erfolgte nach AAV 10 

analog der des Homologen #341 unter Verwendung von 1.347 g (2.87 mmol) n-Nonyl-TPPBr 

(#360) in 30 mL trockenem THF und 1.7 mL (2.72 mmol) 1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan zur 

Deprotonierung bei -40 °C. Die Ylid-Lösung wurde nach 1 h bei RT erneut auf -40 °C gekühlt, und 

307 mg (1.39 mmol) Aldehyd R-#335 in 3 mL trockenem THF wurden zugetropft. Nach einer 

Reaktionsdauer von 18 h bei RT wurde wie bei #341 aufgearbeitet und 

säulenchromatographisch über 40 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (45:1) als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 294 mg (0.89 mmol, 64%) (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methylpentadec-6-en (#347) als 

farbloses Öl erhalten. 

M [C23H38O] = 330.56 g/mol 

Isomerenverhältnis (aus #338): (6Z):(6E) = 85:15 (GC, order of elution DB-5) 

Rf = 0.52 (PE/EE 25:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (21), 42 (3), 43 (18), 44 (1), 51 (1), 53 (2), 54 (4), 

55 (24), 56 (4), 57 (11), 58 (1), 63 (1), 65 (7, C6H5
+), 66 (1), 67 (15), 68 (3), 69 (25), 70 (4), 71 (5), 77 (, 

C6H5
+4), 78 (1), 79 (6), 80 (2), 81 (35, C6H9

+), 82 (4), 83 (18), 84 (2), 85 (9), 86 (1), 89 (2), 90 (1), 91 

(100, C7H7
+), 92 (13), 93 (2), 94 (1), 95 (28, C7H11

+), 96 (4), 97 (15), 98 (2), 99 (3), 104 (1), 105 (2), 

106 (1), 107 (4), 108 (2), 109 (23), 110 (3), 111 (7), 112 (2), 113 (1), 117 (1), 123 (9), 124 (1), 125 (3), 
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126 (1), 131 (1), 135 (1), 137 (3), 138 (1), 139 (1), 151 (2), 152 (1), 161 (1), 165 (2), 179 (1), 207 (1), 

221 (3, M+-Bn-H2O), 222 (1), 239 (4, M+-Bn), 240 (1), 330 (0.2, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.888 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C15), 

0.894 (d, 3
J=6.5 Hz, 3 H, CH3 C16), 1.12-1.23 / 1.31-1.40 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.23-1.38 (m, 12 H, 

6×CH2 C9 bis C14), 1.37-1.48 / 1.61-1.73 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.51-1.62 (m, 1 H, CH C3), 1.92-2.09 (m, 

4 H, 2×CH2 C5 C8), 3.45-3.56 (m, 2 H, CH2O C1), 4.50 (s, 2 H, CH2Ph), 5.31-5.40 (m, 2 H, 2×=CH C6 

C7, E/Z), 7.24-7.31 (m, 1 H, p-arCH), 7.32-7.36 (m, 4 H, 4×o/m-arCH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.26 (q, CH3 C15), 19.71 (q, CH3 C16), 22.84 (t, 

C14), 24.86 (t, C5), 27.39 (t, C8), 29.47 / 29.49 / 29.69 / 29.93 (4t, C9 C10 C11 C12), 29.80 (d, CH 

C3), 32.07 (t, C13), 36.89 (t, C2), 37.33 (t, C4), 68.91 (t, C1), 73.09 (t, CH2Ph), 127.61 (d, p-arC21), 

127.76 (d, o-arC19), 128.49 (d, m-arC20), 129.96 (d, CH= C7), 130.09 (d, =CH C6), 137.88 (s, arC18).  

H.6.7.5b (3R)-3-Methylpentadecan-1-ol  (#348) 

Die Darstellung von #348 erfolgte analog 

der Hydrierung von (3R)-1-BnO-3-

methyltridec-6-en (#341) aus 129 mg 

(0.39 mmol) (3R,6EZ)-1-Benzyloxy-3-methylpentadec-6-en (#347) in 6 mL trockenem Pentan 

mit 20 mg (0.019 mmol) Pd/C (10%ig) als Katalysator und Rühren bei RT und 60 bar 

Wasserstoff-Druck für 6 h. Nach Säulenfiltration über 4 g Kieselgel mit Pentan / Diethylether 

(1:1) als Laufmittel wurden 96 mg (0.39 mmol, quant.) (3R)-3-Methylpentadecan-1-ol (#348) als 

farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C16H34O] = 242.45 g/mol 

Rf = 0.20 (PE/EE 9:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 41 (60), 42 (16), 43 (78, C3H7), 44 (4), 53 (4), 54 (5), 55 (82), 

56 (61), 57 (68), 58 (3), 67 (12), 68 (8), 69 (53), 70 (100, C5H10
+), 71 (57), 72 (4), 81 (8), 82 (22), 83 

(60, C6H11
+), 84 (21), 85 (19), 95 (3), 96 (14), 97 (58), 98 (13), 99 (5), 110 (4), 111 (28), 112 (8), 125 

(14), 126 (5), 139 (6), 154 (3), 168 (3), 182,0 (1), 196 (11, M+-EtOH), 224 (1, M+-H2O), 242 (0.1, M+).  

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.87 (d, 3
J=6.9 Hz, 3 H, CH3 C15), 

0.89 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C16), 1.09-1.18 / 1.24-1.32 (m, 2 H, CH2 C4), 1.49-1.59 (m, 20 H, 10× CH2 

C5 bis C14), 1.33-1.40 / 1.56-1.65 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.49-1.59 (m, 1 H, CH C3), 3.62-3.75 (m, 2 H, 

HOCH2 C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, CH3 C15), 19.80 (q, CH3 C16), 22.85 (t, 

C14), 27.11 (t, C5), 29.51 / 29.81 / 29.84 / 30.09 (4t, 7× CH2 C6 bis C12), 29.65 (d, CH C3), 32.08 (t, 

C13), 37.29 (t, C4), 40.15 (t, C2), 61.44 (t, CHCH2 C1) 
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H.6.7.5c (3R)-3-Methylpentadecanal  (#349) 

Die Synthese von #349 erfolgte nach der 

AAV 11 zur Oxidation von Alkoholen 

ausgehend von 90 mg (0.37 mmol) (3R)-3-

Methylpentadecan-1-ol (#348) in 8 mL trockenem DCM unter Zusatz von 100 mg trockenem 

gepulvertem Molsieb 4 Å und, bei -40 °C, portionsweiser Zugabe von 246 mg (1.14 mmol) PCC. 

Nach einer Stunde bei RT wurden aufgearbeitet und gereinigt. Es wurden 72 mg (0.30 mmol, 

81%) (3R)-3-Methylpentadecanal (#349) als farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C16H32O] = 240.43 g/mol 

Rf = 0.32 (PE/EE 25:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (3), 41 (73), 42 (16), 43 (75, C3H7
+), 44 (12), 45 (3), 53 

(5), 54 (6), 55 (57, C4H7
+), 56 (29), 57 (51), 58 (4), 65 (1), 66 (2), 67 (17), 68 (17), 69 (45), 70 (30), 71 

(100, C5H11
+), 72 (6), 73 (1), 77 (1), 79 (3), 80 (4), 81 (44), 82 (31), 83 (42), 84 (19), 85 (14), 86 (4), 87 

(1), 91 (1), 93 (1), 94 (1), 95 (15), 96 (20), 97 (38), 98 (11), 99 (4), 100 (1), 109 (8), 110 (10), 111 (20), 

112 (7), 113 (1), 123 (3), 124 (4), 125 (9), 126 (4), 127 (1), 137 (1), 138 (2), 139 (3), 140 (2), 141 (1), 

151 (1), 152 (2), 153 (2), 154 (1), 166 (1), 167 (1), 168 (3), 169 (1), 194 (1), 196 (23, M+-CH3CHO ML), 

197 (4), 198 (1), 207 (1), 222 (1, M+-H2O), 240 (0.1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.87 (d, 3
J=7.3 Hz, 3 H, CH3 C15), 

0.96 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C16), 1.18-1.37 (m, 22 H, 11×CH2 C4 bis C14), 1.99-2.09 (m, 1 H, CH C3), 

2.22 / 2.39 (ddd, 2
J=16.1, 3

J=7.8, 2.6 / 5.8, 2.0 Hz, 2 H, CH2 C2), 9.76 (dd, 3
J=2.6, 2.0 Hz, 1 H, CHO 

C1).    

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.25 (q, CH3 C15), 20.15 (q, CH3 C16), 22.84 (t, 

C14), 27.10 (t, C5), 28.38 (d, CHC3), 29.50 (t, C12), 29.76 / 29.79 / 29.82 / 29.83 / 29.88 (5t, 6×CH2 

C6 bis C11), 32.08 (t, C13), 37.10 (t, C), 51.26 (t, C2), 203.27 (t, CHO C1).   

H.6.7.5d (R)-13-Methylheptacos-15-en  (#352) 

Die WITTIG-Olefinierung zur Synthese von #352 erfolgte nach der Vorschrift AAV 8. Das 

WITTIG-Ylen wurde aus 436 mg (0.85 mmol) n-Dodecyl-TPPBr (#351) in 20 mL trockenem THF 

durch Zutropfen von 0.42 mL (0.67 mmol) 1.6 M n-Buli-Lösung in Hexan bei -30 °C erzeugt. Nach 

Erwärmen auf RT über 90 min wurde die klare, orangerote Lösung erneut auf -40 °C gekühlt und 

eine Lösung von 65 mg (0.27 mmol) (3R)-3-Methylpentadecanal (#349) in 2 mL trockenem THF 

zugetropft. Nach 16 h bei RT wurde nach AAV 8 aufgearbeitet und das Rohprodukt durch 

Säulenfiltration über 4 g Kieselgel mit Pentan als Laufmittel gereinigt. Es wurden 79 mg 

(0.20 mmol, 74%) (R)-13-Methylheptacos-15-en (#352) als farblose, ölige Flüssigkeit erhalten 

und nach massenspektrometrischer Identifizierung ohne weitere Charakterisierung hydriert.  

M [C28H56] = 392.75 g/mol 

O
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (34), 42 (7), 43 (67), 44 (3), 53 (2), 54 (9), 55 (47), 

56 (31), 57 (100, C4H9
+), 58 (5), 65 (1), 66 (1), 67 (12), 68 (9), 69 (40), 70 (21), 71 (65, C5H11

+), 72 (4), 

73 (1), 77 (1), 79 (3), 80 (1), 81 (11), 82 (12), 83 (37), 84 (13), 85 (43, C6H13
+), 86 (3), 93 (1), 95 (5), 96 

(10), 97 (41), 98 (9), 99 (12), 100 (1), 109 (2), 110 (6), 111 (29), 112 (7), 113 (7), 114 (1), 123 (1), 124 

(3), 125 (15), 126 (5), 127 (5), 128 (1), 137 (1), 138 (2), 139 (8), 140 (3), 141 (3), 147 (1), 152 (2), 153 

(4), 154 (5), 155 (2), 166 (1), 167 (3), 168 (3), 169 (1), 180 (1), 181 (1), 182 (6), 183 (1), 194 (4), 195 

(6), 196 (14, M+-Tetradecen), 197 (2), 207 (1), 210 (6), 211 (2), 221 (1), 222 (3), 223 (3, M+-Dodecyl), 

224 (2), 238 (2), 239 (1), 281 (1), 392 (1, M+).    

H.6.7.5e (R)-13-Methylheptacosan  (R-Cf.3) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 79 mg (0.201 mmol) (R)-13-Methylheptacos-15-en 

(#352) in 6 mL trockenem Pentan gelöst, mit 15 mg (0.014 mmol) Pd/C (10% Pd) versetzt und 

bei RT im Autoklaven bei einem Druck von 60 bar für 4 h hydriert. Der Katalysator wurde über 

2 g Kieselgel abfiltriert. Es wurden 71 mg (0.180 mmol, 89%) (R)-13-Methylheptacosan (R-Cf.3) 

als weißer wachsartiger Feststoff erhalten.  

M [C28H58] = 394.77 g/mol 

Rf = 0.90 (PE) 

Spezifische Drehung:  = -18.2° (c = 0.50, CHCl3)  

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (2), 40 (1), 41 (24), 42 (7), 43 (70, C3H7
+), 44 (3), 53 (1), 54 (2), 55 

(23, C4H7
+), 56 (14), 57 (100, C4H9

+), 58 (5), 67 (3), 68 (3), 69 (17), 70 (10), 71 (81, C5H11
+), 72 (5), 81 

(2), 82 (5), 83 (15), 84 (6), 85 (56, C6H13
+), 86 (4), 95 (1), 96 (4), 97 (15), 98 (4), 99 (21, C7H15

+), 100 

(2), 110 (3), 111 (10), 112 (3), 113 (15, C8H17
+), 114 (1), 124 (2), 125 (6), 126 (2), 127 (11), 128 (1), 

138 (1), 139 (3), 140 (2), 141 (8), 142 (1), 152 (1), 153 (2), 154 (1), 155 (5), 156 (1), 167 (1), 168 (3), 

169 (3), 183 (1), 196 (14, M+-C14H30), 197 (7), 198 (1), 211 (1), 224 (9, M+-C12H26), 225 (6), 226 (1), 

239 (1), 253 (1), 281 (1), 365 (1, M+-Et), 379 (1, M+-Me), 394 (0.1, M+).    

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3, 
1H-1H-COSY, HSQC, HMBC): δ [ppm] = 0.83 (d, 

3
J=6.5 Hz, 3 H, 2×CHCH3 C28), 0.88 (t, 3J=6.8 Hz, 6 H, 2×CH2CH3 C1 C27), 1.03-1.11 / 1.23-1.29 (2m, 4 

H, CH2CHCH2 C12 C14), 1.19-1.33 (m, 40 H, 20×CH2 C3 bis C11 und C15 bis C25), 1.25-1.34 (m, 4 H, 

2×CH2CH3 C2 C26), 1.33-1.39 (m, 1 H, CH C13).  

13CNMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3, 
1H-1H-COSY, HSQC, HMBC): δ [ppm]= 14.26 (q, C1 C27), 

19.89 (q, C28), 22.85 (t, C2 C26), 27.24 (t, C11 C15), 29.52 (t, C4 C24), 29.82 / 29.86 / 28.89 (3t, C5 

bis C9 und C17 bis C23), 30.20 (t, C10 C16), 32.09 (t, C3 C25), 32.92 (d, CH C13), 37.27 (t, C12 C14).  
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H.6.7.6 (S)-13-Methylheptacosan  (via #338) (S-Cf.3) 

H.6.7.6a (6EZ,3R)-1-BnO-3-methylheptadec-6-en  (#353) 

Die Kreuzkupplung zur 

Synthese von #353 wurde 

nach der Methode AAV 10 

durchgeführt.  

Das GRIGNARD-Reagenz, n-Pentylmagnesiumbromid (#87), wurde nach der AAV 9 aus 0.50 mL 

(0.61 g, 4.04 mmol) frisch über NaH destilliertem 1-Brompentan (#86), 252 mg (10.37 mmol) 

frisch gemörserten Magnesium-Spänen und einem Kristall Iod im 20 mL in 10 mL trockenem 

THF bereitet. Zur Alkylierung wurden unter Argon-Atmosphäre 171 mg (0.37 mmol) (10R)-12-

BnO-10-methyl-1-pTsO-dodec-6-en (#338) in 15 mL absolutem THF gelöst, mit 20 mg 

(0.11 mmol) über P2O5 getrocknetem CuII versetzt und auf bei -90 °C gekühlt. Dann wurden 

langsam 7.0 mL (1.41 mmol) der GRIGNARD-Lösung zugetropft. Nach langsamem Erwärmen 

wurde das grauschwarze Gemisch 14 h bei RT gerührt und anschließend aufgearbeitet. Die 

säulenchromatographische Reinigung über 15 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (50:1) als 

Laufmittel lieferte 115 mg (0.32 mmol, 86%) (6EZ,3R)-1-BnO-3-methylheptadec-6-en (#353) als 

farbloses Öl.    

M [C25H42O] = 358.61 g/mol 

Rf = 0.26 (PE/EE 50:1) 

Isomerenverhältnis (aus #338): (6Z):(6E) = 81:19 (GC, order of elution DB-5) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (1), 41 (19), 42 (3), 43 (21), 44 (1), 51 (1), 52 (1), 53 (2), 

54 (5), 55 (28), 56 (5), 57 (16), 58 (1), 63 (1), 65 (7, C5H5
+), 66 (1), 67 (17), 68 (4), 69 (26), 70 (5), 71 

(9), 72 (1), 77 (3, C6H5
+), 78 (1), 79 (6), 80 (3), 81 (41, C6H9

+), 82 (5), 83 (23), 84 (3), 85 (12), 86 (1), 

89 (1), 90 (1), 91 (100, C7H7
+), 92 (13), 93 (3), 94 (2), 95 (32), 96 (6), 97 (24), 98 (3), 99 (3), 104 (1), 

105 (2), 106 (1), 107 (5), 108 (2), 109 (25, C8H13
+), 110 (4), 111 (11), 112 (2), 113 (1), 117 (1), 121 (1), 

123 (12, C9H15
+), 124 (2), 125 (3), 126 (1), 131 (1), 135 (1), 137 (4, C10H17

+), 138 (1), 139 (1), 151 (3), 

152 (1), 153 (1), 161 (1), 165 (1), 167 (1), 179 (1), 193 (1), 207 (1), 249 (3, M+-Bn-H2O), 250 (2), 267 

(5, M+-Bn), 268 (1), 281 (0.2), 314 (0.1), 358 (0.3, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.877 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.894 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C18), 1.10-1.23 / 1.31-1.40 (2m, 2 H, CH2 C4), 1.23-1.40 (m, 16 H, 

8×CH2 C9 bis C16), 1.40-1.47 / 1.63-1.72 (2m, 2 H, CH2 C2), 1.53-1.63 (m, 1 H, CH C3), 1.93-2.09 (m, 

4 H, 2×CH2 C5 C8), 3.45-3.55 (m, 2 H, CH2O C1), 4.50 (s, 2 H, CH2Ph), 5.29-5.40 (m, 2 H, 2×=CH C6 

C7, E/Z), 7.25-7.31 (m, 1 H, p-arCH), 7.32-7.36 (m, 4 H, 4×o/m-arCH).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, CH3 C17), 19.69 (q, CH3 C18), 22.84 (t, 

C16), 24.84 (t, C5), 27.37 (t, C8), 29.49 / 29.51 / 29.73 / 29.80 / 29.81 / 29.93 (6t, C9 bis C14), 29.76 

(d, CH C3), 32.07 (t, C15), 36.86 (t, C2), 37.31 (t, C4), 68.87 (t, C1), 73.07 (t, CH2Ph), 127.62 (d, p-

arC23), 127.76 (d, o-arC21), 128.49 (d, m-arC22), 129.94 (d, CH= C7), 130.08 (d, =CH C6), 138.10 (s, 

arC20).  
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H.6.7.6b (3R)-3-Methylheptadecan-1-ol  (#354) 

Analog der Hydrierung von (3R)-1-

BnO-3-methyltridec-6-en (#341) 

wurden 102 mg (0.307 mmol) 

(6EZ,3R)-1-BnO-3-methylheptadec-6-en (#353) in 6 mL trockenem Pentan gelöst, mit 20 mg 

(0.019 mmol) Pd/C (10% Pd auf Aktivkohle) versetzt und bei Raumtemperatur unter 

Wasserstoff-Atmosphäre bei 60 bar für 8 h gerührt. Anschließend wurde mit 6 mL Diethylether 

verdünnt und der Katalysator über 3 g Kieselgel abfiltriert. Es wurden 80 mg (0.296 mmol, 96%) 

(3R)-3-Methylheptadecan-1-ol (#354) als farblose Flüssigkeit erhalten.  

M [C18H38O] = 270.50 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (67), 42 (16), 43 (85, C3H7
+), 44 (4), 45 (2), 46 (1), 

53 (4), 54 (6), 55 (84, C4H7
+), 56 (61), 57 (75), 58 (4), 59 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (13), 68 (9), 69 (55), 70 

(100, C5H10
+), 71 (58), 72 (4), 73 (1), 77 (1), 79 (2), 80 (1), 81 (11), 82 (27), 83 (70, C6H11

+), 84 (22), 85 

(23), 86 (2), 87 (1), 91 (1), 93 (1), 95 (4), 96 (15), 97 (60, C7H13
+), 98 (12), 99 (5), 109 (2), 110 (5), 111 

(28), 112 (7), 113 (3), 123 (1), 124 (3), 125 (14), 126 (4), 127 (2), 137 (1), 138 (2), 139 (6), 140 (3), 

141 (1), 152 (1), 153 (3), 154 (2), 166 (1), 167 (2), 168 (1), 180 (1), 181 (1), 182 (1), 194 (1), 195 (1), 

196 (2), 222 (1), 223 (1), 224 (6, M+-EtOH), 225 (1), 252 (1, M+-H2O), 270 (0.2, M+).   

H.6.7.6c (3R)-3-Methylheptadecanal  (#355) 

Nach AAV 11 zur Oxidation wurden 

77 mg (0.285 mmol) (3R)-3-

Methylheptadecan-1-ol (#354) in 5 mL 

trockenem DCM gelöst, mit 50 mg trockenem Molsieb 4 Å und anschließend bei -50 °C mit 

168 mg (0.78 mmol) PCC versetzt. Das Gemisch wurde über 10 min auf RT erwärmt, weitere 

60 min gerührt und dann aufgearbeitet und gereinigt. Es wurden 68 mg (0.253 mmol, 89%) 

(3R)-3-Methylheptadecanal (#355) als farblose Flüssigkeit erhalten.   

M [C18H36O] = 268.49 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (2), 41 (62), 42 (14), 43 (75, C3H7
+), 44 (11), 45 (3), 53 (4), 

54 (6), 55 (56, C4H7
+), 56 (27), 57 (55), 58 (4), 65 (1), 66 (2), 67 (17), 68 (17), 69 (43), 70 (26), 71 

(100, C5H11
+), 72 (7), 73 (1), 77 (1), 79 (2), 80 (6), 81 (51), 82 (34), 83 (41), 84 (17), 85 (16), 86 (4), 87 

(1), 93 (1), 94 (1), 95 (16), 96 (24), 97 (42), 98 (10), 99 (5), 100 (1), 108 (1), 109 (9), 110 (11), 111 

(22), 112 (7), 113 (2), 123 (4), 124 (5), 125 (10), 126 (4), 127 (1), 137 (2), 138 (3), 139 (4), 140 (2), 

141 (1), 151 (1), 152 (2), 153 (2), 154 (2), 166 (1), 167 (1), 168 (1), 180 (1), 181 (1), 182 (1), 194 (1), 

196 (2), 208 (1), 222 (1), 224 (19, M+-CH3CHO ML), 225 (4), 235 (1), 250 (1, M+-H2O), 268 (0.1, M+).   

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (d, 3
J=7.0 Hz, 3 H, CH3 C17), 

0.96 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C18), 1.18-1.37 (m, 26 H, 13×CH2 C4 bis C16), 1.99-2.10 (m, 1 H, CH C3), 

2.22 / 2.39 (ddd, 2
J=15.8, 3

J=7.8, 2.6 / 5.6, 2.0 Hz, 2 H, CH2 C2), 9.76 (dd, 3
J=2.6, 2.0 Hz, 1 H, CHO 

C1).    
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.25 (q, CH3 C17), 20.15 (q, CH3 C18), 22.84 (t, 

C16), 27.10 (t, C5), 28.37 (d, CH C3), 29.51 (t, C14), 29.75 / 29.78 / 29.81 / 29.82 / 29.84 / 29.88 (6t, 

8×CH2 C6 bis C13), 32.08 (t, C15), 37.09 (t, C4), 51.26 (t, C2), 203.27 (t, CHO C1).   

H.6.7.6d (10EZ,13R)-13-Methylheptacos-10-en  (#358) 

Nach dem in AAV 8 beschriebenen Verfahren zur Wittig-Olefinierung wurden 449 mg 

(0.93 mmol) n-Decyl-TPPBr (#357) in 10 mL trockenem THF suspendiert und bei -50 °C mit 

0.44 mL (0.70 mmol) n-Buli-Lösung in Hexan deprotoniert. Die klare, orangerote Lösung wurde 

nach Erwärmen auf RT für 60 min gerührt, dann auf -40 °C gekühlt und langsam mit 60 mg 

(0.223 mmol) (3R)-3-Methylheptadecanal (#355) in 3 mL trockenem THF versetzt. Nach 16 h bei 

RT wurde mit 25 µL (1.4 mmol) Wasser in 1 mL THF gequencht, aufgearbeitet und über 4 g 

Kieselgel mit Pentan als Laufmittel gereinigt. Es wurden 44 mg (0.112 mmol, 50%) (10EZ,13R)-

13-Methylheptacos-10-en (#358) als farbloses Öl erhalten und nach Identifizierung mittels 

GC/MS hydriert.   

M [C28H56O] = 392.76 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (36), 42 (7), 43 (65), 44 (2), 53 (2), 54 (8), 55 (56), 

56 (35), 57 (100, C4H9
+), 58 (5), 65 (1), 66 (1), 67 (12), 68 (9), 69 (46), 70 (23), 71 (69, C5H11

+), 72 (4), 

77 (1), 79 (3), 80 (1), 81 (11), 82 (14), 83 (43), 84 (15), 85 (51, C6H13
+), 86 (3), 93 (1), 95 (6), 96 (11), 

97 (47), 98 (10), 99 (15), 100 (1), 109 (2), 110 (6), 111 (31), 112 (7), 113 (9), 114 (1), 123 (1), 124 (3), 

125 (17), 126 (5), 127 (5), 128 (1), 137 (1), 138 (3), 139 (9), 140 (3), 141 (4), 152 (2), 153 (4), 154 (5), 

155 (3), 166 (2), 167 (4), 168 (4), 169 (2), 180 (1), 181 (1), 182 (6), 183 (1), 194 (4), 195 (6, M+-

Tetradecyl), 196 (5), 197 (1), 210 (6), 211 (2), 222 (3), 223 (4), 224 (9, M+-Dodecen), 225 (2), 238 (3), 

239 (1), 392 (2, M+), 393 (1), 394 (0.1). 

H.6.7.6e (S)-13-Methylheptacosan  (S-Cf.3) 

Das Olefinierungsprodukt (44 mg, 0.112 mmol) (10EZ,13R)-13-Methylheptacos-10-en (#358) 

wurde in 6 mL trockenem Pentan gelöst und mit 10 mg Pd/C (10%ig) als Katalysator bei RT und 

60 bar für 20 h hydriert. Anschließend wurde über 2 g Kieselgel mit Pentan als Eluent filtriert. 

Es wurden 35 mg (0.089 mmol, 79%) (S)-13-Methylheptacosan (S-Cf.3) als weißer pastöser 

Feststoff erhalten.    

M [C28H58O] = 394.77 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (22), 42 (6), 43 (70, C3H7
+), 44 (2), 55 (22), 56 (14), 57 (100, 

C4H9
+), 58 (4), 67 (3), 68 (3), 69 (18), 70 (11), 71 (77, C5H11

+), 72 (4), 82 (4), 83 (13), 84 (5), 85 (49, 

C6H13
+), 86 (3), 96 (3), 97 (13), 98 (4), 99 (18, C7H15

+), 110 (2), 111 (10), 112 (3), 113 (13, C8H17
+), 125 

28

R

18
19

20
21

22
15 13

2
3

46
7

810
11

12
159

1416
1723

24
25

26
27

28

18
19

20
21

22
15 13

2
3

46
7

810
11

12
159

1416
1723

24
25

26
27

S



Methyl-verzweigte Heptacosane H.6.7 

 

873 

(6), 126 (2), 127 (10), 139 (3), 141 (7), 155 (5), 168 (4), 169 (3), 196 (16, M+-C14H30), 197 (8), 224 (11, 

M+-C12H26), 225 (7), 239 (1), 253 (1), 267 (1), 281 (1), 295 (0.5), 323 (1, M+-Pent), 337 (0.4), 351 (1, 

M+-Pr), 364 (0.5), 365 (1, M+-Et), 379 (2, M+-Me), 380 (0.5), 394 (0.2, M+).   

NMR-spektroskopische Daten: s. (R)-13-Methylheptacosan (R-Cf.3), (H.6.7.5e). 

H.6.7.7 (S)-11-Methylheptacosan  (S-Cf.2) 

H.6.7.7a (S)-2-Methyldodec-3-en-1-ol  (#362) 

Analog der Synthese von (2RS)-5-TBSO-2-

methylpent-3-en-1-ol (#288) wurden 1.080 g 

(2.60 mmol) (R)-3-Hydroxy-2-methylpropyl-TPPBr 

(#284) in 30 mL trockenem THF suspendiert, auf -40 °C abgekühlt und durch Zutropfen von 

2 meq. n-BuLi-Lösung (3.4 mL, 5.44 mmol; 1.6 M in Hexan) deprotoniert. Die rotorange Lösung 

wurde 40 min bei -20 °C und 1 h bei RT gerührt, auf -25 °C gekühlt und tropfenweise mit 344 mg 

(2.42 mmol) frisch destilliertem Perlagonaldehyd (#361) versetzt. Das gelbliche, trübe Gemisch 

wurde 16 h bei RT gerührt und dann nach AAV 8 aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 33 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (9:1) als Laufmittel gereinigt. Es 

wurden 290 mg (1.46 mmol, 60%) (S)-2-Methyldodec-3-en-1-ol (#362) als farbloses Öl erhalten.  

M [C13H26O] = 198.35 g/mol 

Rf = 0.22 (PE/EE 8:1) 

Isomerenverhältnis: (3Z):(3E) = 53:47 (GC, order of elution DB-5) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (3), 41 (37), 42 (4), 43 (25), 44 (1), 45 (1), 51 (1), 52 (1), 

53 (8), 54 (7), 55 (85, C4H7
+), 56 (10), 57 (25), 58 (14), 59 (1), 65 (3), 66 (3), 67 (48), 68 (35), 69 (100, 

C5H9
+), 70 (11), 71 (29), 72 (3), 77 (4), 78 (1), 79 (10), 80 (5), 81 (40), 82 (48, C6H10

+), 83 (51, C6H11
+), 

84 (6), 85 (11), 86 (1), 91 (1), 93 (1), 94 (2), 95 (23), 96 (14), 97 (38), 98 (4), 99 (1), 109 (7), 110 (8), 

111 (26), 112 (3), 113 (1), 123 (3), 124 (6), 125 (5), 126 (1), 137 (2), 138 (3), 140 (1), 151 (1), 165 (1), 

166 (1), 167 (1), 180 (3, M+-H2O), 198 (3, M+).   

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=6.9 Hz, 2×3 H, CH3 C12, EZ), 0.94 (d, 3

J=6.8 Hz, 3 H, 

CH3 C13, Z), 0.98 (d, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C13, E), 1.19-1.36 (m, 2×10 H, 5×CH2 C6 bis C10, EZ), 1.31-

1.40 (m, 2×2 H, CH2 C11, EZ), 1.96-2.13 (m, 2×2 H, CH2 C5), 2.24-2.37 (m, 1 H, CH C2, E), 2.64-2.77 

(m, 1 H, CH C2, Z), 3.32 (t, 3
J=7.7 Hz, 1 H, CHH C1, Z), 3.35 (t, 3

J=7.8 Hz, 1 H, CHH C1, E), 3.44-3.51 

(m, 2×1 H, CHH C1, EZ), 5.11 (ddt, 3
J=11.0, 9.6, 4

J=1.6 Hz, 1 H, CH= C3, Z), 5.24 (ddt, 3
J=15.4, 7.9, 

4
J=1.3 Hz, 1 H, CH= C3, E), 5.48-5.58 (m, 2×1 H, =CH C4, EZ).   

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.23 (q, CH3 C12), 16.78 (q, CH3 C13, E), 17.17 (q, CH3 C13,Z), 

22.81 (t, C11), 27.83 (t, C5-Z), 29.33 / 29.43 / 29.47 / 29.60 / 29.63 / 29.67 / 30.05 (7t, 4×CH2 C6 bis 

C9), 32.03 (t, C10), 32.81 (t, C5, E), 34.93 (d, CH C2, Z), 39.90 (d, CH C2, E), 67.47 (t, HOCH2 C1, E), 

67.88 (t, HOCH2 C1, Z), 132.04 (d, CH= C3, Z), 132.28 (d, CH= C3, E), 132.69 / 132.71 (2d, =CH C4).  
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H.6.7.7b (S)-2-Methyldodecan-1-ol  (#363) 

Unter Schutzgas wurden 275 mg (1.39 mmol) (S)-

2-Methyldodec-3-en-1-ol (#362) in 10 mL trockenem 

Methanol gelöst, mit 50 mg Pd/C (10%ig) versetzt 

und bei Raumtemperatur im Autoklaven bei 50 bar für 18 h hydriert. Anschließend wurde mit 

10 mL Diethylether verdünnt, der Katalysator über 2 g Kieselgel abfiltriert und das Lösemittel 

im Vakuum entfernt. Das Rohprodukt wurde durch Säulenchromatographie über 20 g Kieselgel 

mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 236 mg (1.18 mmol, 84%) (S)-2-

Methyldodecan-1-ol (#363) als farbloses Öl erhalten. 

M [C13H26O] = 200.36 g/mol 

Rf = 0.16 (PE/EE 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (10), 40 (3), 41 (64), 42 (19), 43 (92, C3H7
+), 44 (3), 45 (3), 53 (3), 

54 (5), 55 (49), 56 (57), 57 (100, C4H9
+), 58 (6), 59 (2), 65 (1), 66 (1), 67 (8), 68 (9), 69 (67), 70 (42), 

71 (74), 72 (5), 77 (1), 79 (1), 81 (8), 82 (31), 83 (78), 84 (48), 85 (50), 86 (3), 87 (2), 88 (1), 89 (1), 95 

(3), 96 (12), 97 (50), 98 (18), 99 (5), 109 (1), 110 (6), 111 (27), 112 (11), 113 (3), 124 (3), 125 (12, 

C9H17
+), 126 (9), 127 (2), 138 (1), 139 (4), 140 (4), 153 (1), 154 (7, C11H22

+), 155 (1), 167 (1), 182 (3, 

M+-H2O). 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C12), 0.91 (d, 3

J=6.9 Hz, 3 H, CH3 

C13), 1.05-1.15 / 1.28-1.33 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.18-1.35 (m, 14 H, 7×CH2 C4 bis C10), 1.34-1.44 (m, 2 

H, CH2 C11), 1.55-1.66 (m, 1 H, CH C2), 3.41 / 3.51 (2dd, 2J=10.4, 3J=6.4 / 5.9 Hz, 2 H, HOCH2 C1).    

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, CH3 C12), 16.73 (q, CH3 C13), 22.84 (t, CH2 C11), 27.14 

(t, CH2 C4), 29.49 / 29.79 / 29.81 / 30.09 (4t, CH2 5×CH2 C5 bis C9), 32.06 (t, CH2 C10), 33.29 (t, CH2 

C3), 35.92 (d, CH C2), 68.59 (t, HOCH2 C1).   

H.6.7.7c (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)dodecan  (#364) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 

225 mg (1.12 mmol) (S)-2-

Methyldodecan-1-ol (#363), 16 mg 

(0.13 mmol) DMAP und 0.3 mL (0.21 g, 

2.08 mmol) TEA in 15 mL trockenem DCM gelöst und auf -30 °C gekühlt. Dann wurden 

portionsweise 305 mg (1.60 mmol) p-Tosylchlorid zugegeben. Die leicht trübe Lösung wurde 

langsam auf RT erwärmt und dann 20 h gerührt. Anschließend wurde mit etwa 50 mg 

(0.6 mmol) NaHCO3 und 4 mL ges. NaHCO3-Lösung versetzt, einrotiert und der Rückstand mit 

12 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 6 mL dreimal mit ges. 

NaHCO3- und zweimal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und filtriert. 

Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 25 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (15:1) 

als Laufmittel gereinigt. Es wurden 372 mg (1.05 mmol, 94%) (S)-2-Methyl-1-(p-

tosyloxy)dodecan (#364) als farbloses Öl erhalten.  

M [C20H34O3S] = 354.55 g/mol 
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Rf = 0.18 (PE/EE 15:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (36), 42 (9), 43 (40), 44 (1), 50 (1), 51 (2), 52 (1), 

53 (3), 54 (7), 55 (61), 56 (81, C4H8
+), 57 (74), 58 (4), 62 (1), 63 (4), 64 (2), 65 (34, C5H5

+), 66 (3), 67 

(16), 68 (13), 69 (89), 70 (57, C5H10
+), 71 (33), 72 (2), 77 (5), 78 (1), 79 (4), 80 (2), 81 (9), 82 (20), 83 

(57), 84 (32), 85 (16), 86 (1), 89 (7), 90 (5), 91 (100, C7H7
+), 92 (22), 93 (4), 95 (4), 96 (14), 97 (56, 

C7H13
+), 98 (22), 99 (3), 105 (1), 107 (9), 108 (6), 109 (2), 110 (9), 111 (44), 112 (19), 113 (2), 124 (5), 

125 (15), 126 (15, n-C9H18
+), 127 (2), 138 (3), 139 (11), 140 (10, C10H20

+), 141 (1), 152 (1), 153 (3), 

154 (16, C11H22
+), 155 (54, Ts+), 156 (8), 157 (12), 158 (1), 167 (6, C12H23

+), 168 (1), 171 (1), 172 (25), 

173 (77, TsOH2
+), 174 (8), 175 (4), 181 (1), 182 (53, M+-TsOH), 183 (8), 184 (1), 187 (1), 324 (0.2).    

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.87 (t, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C12), 0.88 (d, 3

J=6.4 Hz, 3 H, CH3 

C13), 1.02-1.13 / 1.18-1.23 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.14-1.28 (m, 14 H, 7×CH2 C4 bis C10), 1.27-1.35 (m, 2 

H, CH2 C11), 1.70-1.82 (m, 1 H, CH C2), 2.45 (s, 3 H, CH3Ph), 3.80 / 3.88 (2dd, 2
J=9.4, 3

J=6.6 / 5.8 Hz, 

2 H, HOCH2 C1), 7.34 (br.d, 3J=8.1 Hz, 2 H, 2×m-arCH), 7.79 (br.d, 3J=8.1 Hz, 2 H, 2×o-arCH).    

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, CH3 C12), 16.60 (q, CH3 C13), 21.78 (q, CH3Ph), 22.84 

(t, CH2 C11), 26.72 (t, CH2 C4), 29.48 / 29.68 / 29.76 / 29.84 (4t, CH2 5×CH2 C5 bis C9), 32.06 (t, CH2 

C10), 32.82 (t, CH2 C3), 32.96 (d, CH C2), 75.30 (t, HOCH2 C1), 128.04 (d, o-arCH C15), 129.78 (d, m-

arCH C16), 133.37 (s, arC14), 144.72 (s, arC17).     

H.6.7.7d 1-Pentadecanol  (#366) 

In einem SCHLENK-Rohr mit 

Gaseinleitungsfritte wurden 866 mg 

(3.86 mmol) frisch über eine kurze VIGREUX-Kolonne destilliertes 1-Hexadecen (#365) in 40 mL 

trockenem DCM / MeOH (4:1) gelöst und 80 mg (0.58 mmol) K2CO3 zugesetzt. Dann wurde auf 

-78 °C gekühlt, für 2 h, bis zur Blaufärbung der Lösung, Ozon (2-3% O3 in O2) eingeleitet und 

anschließend überschüssiges, gelöstes Ozon mit Argon ausgetrieben. Dann wurden bei -70 °C 

portionsweise 789 mg (20.86 mmol) NaBH4 zugegeben. Das Gemisch wurde unter Erwärmen 

auf RT für 12 h gerührt, anschließend auf 0 °C gekühlt und die Reaktion durch langsame Zugabe 

eines Gemischs von 10 mL ges. NaCl-Lösung und 1 N Salzsäure gequencht. Die wässrige Phase 

wurde abgetrennt und mit 10 ml Diethylether extrahiert. Die organische Phase wurde im 

Vakuum auf 5 mL konzentriert, mit 20 mL Et2O verdünnt, mit je 10 mL dreimal mit ges. 

NaCl / 1 N HCl aq., dann einmal mit ges. NaHCO3- und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, 

über MgSO4 getrocknet, über 10 g Kieselgel filtriert und einrotiert. Es wurden 626 mg 

(2.74 mmol, 71%) 1-Pentadecanol (#366) als weißer Feststoff erhalten.  

M [C15H32O] = 228.42 g/mol 

Rf = 0.10 (PE/EE 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (2), 41 (44), 42 (12), 43 (47, C3H7
+), 44 (2), 45 (1), 53 (3), 

54 (7), 55 (72, C4H7
+), 56 (40), 57 (53), 58 (3), 65 (1), 66 (2), 67 (20), 68 (40), 69 (100, C5H9

+), 70 (64), 

71 (34), 72 (2), 73 (2), 77 (1), 79 (1), 81 (9), 82 (35), 83 (72), 84 (27), 85 (12), 86 (1), 95 (3), 96 (12), 

97 (57), 98 (18), 99 (3), 109 (1), 110 (7), 111 (37), 112 (13), 113 (2), 124 (3), 125 (13), 126 (6), 127 

(1), 138 (2), 139 (3), 140 (3), 141 (1), 152 (1), 153 (1), 154 (3), 167 (1), 168 (1), 182 (5), 183 (1), 210 

(1, M+-H2O). 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=6.8 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.23-1.35 (m, 22 H, 11×CH2 C3 

bis C13), 1.30-1.39 (m, 2 H, CH2 C14), 1.57 (tt, 3
J=7.5, 6.6 Hz, 2 H, CH2 C2) 3.64 (t, 3

J=6.6 Hz, 2 H, 

HOCH2 C1).     

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, CH3 C15), 22.84 (t, CH2 C14), 25.89 (t, CH2 C3), 29.51 / 

29.59 / 29.75 / 29.77 / 29.81 / 29.84 / 29.85 (7t, 9×CH2 C4 bis C12), 32.08 (t, CH2 C13), 32.97 (t, CH2 

C2), 63.27 (t, HOCH2 C1).   

H.6.7.7e 1-Brompentadecan  (#367) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 

728 mg (2.78 mmol) Triphenylphosphin in 

10 mL trockenem DCM gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dann wurden 0.15 mL (468 mg; 2.93 mmol) 

über konz. H2SO4 getrocknetes Brom im 2 mL trockenem DCM zugetropft bis keine Entfärbung 

mehr eintrat und dazu 2 Körnchen PPh3 zugegeben. Die nun klare, farblose Lösung wurde mit 

620 mg (2.71 mmol) 1-Pentadecanol (#366) in 4 mL trockenem DCM versetzt und bei RT für 

16 h gerührt. Anschließend wurde mit 2 mL ges. NaHCO3-Lösung und 50 mg festem NaHCO3 

versetzt, 20 min gerührt und das Lösemittel im Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde dreimal 

mit je 10 mL PE 35-50 extrahiert, der vereinte Extrakt über MgSO4 getrocknet und einrotiert. 

Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 40 g Kieselgel mit PE 35-50 als 

Laufmittel gereinigt. Es wurden 726 mg (2.49 mmol, 92%) 1-Brompentadecan (#367) als 

farblose Flüssigkeit erhalten.   

M [C15H32Br] = 291.32 g/mol 

Rf = 0.68 (PE) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (2), 41 (45), 42 (11), 43 (66), 44 (2), 53 (4), 54 (5), 55 (63), 

56 (19), 57 (100, C4H9
+), 58 (4), 65 (1), 67 (7), 68 (5), 69 (56), 70 (16), 71 (72, C5H11

+), 72 (4), 79 (1), 

81 (2), 82 (3), 83 (24), 84 (6), 85 (35), 86 (2), 95 (1), 96 (1), 97 (14), 98 (3), 99 (10), 100 (1), 107 (3), 

109 (3), 110 (1), 111 (6), 112 (2), 113 (7), 114 (1), 121 (2), 123 (2), 125 (1), 126 (1), 127 (4), 135 (81, 

C4H8
79Br+), 136 (4), 137 (78, C4H8

81Br+), 138 (3), 141 (3), 148 (1), 149 (17, C5H10
79Br+), 150 (2), 151 

(16, C5H10
81Br+), 152 (1), 155 (2), 162 (1), 163 (3, C6H12

79Br+), 164 (1), 165 (3, C6H12
81Br+), 169 (1), 177 

(1), 179 (1), 191 (0.5), 193 (0.4), 219 (0.2), 211 (1, M+-Br), 221 (0.2), 290 (0.4, 79Br-M+), 292 (0.3, 
81Br-M+).    

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=7.0 Hz, 3 H, CH3 C15), 1.22-1.36 (m, 22 H, 11×CH2 C3 

bis C13), 1.38-1.47 (m, 2 H, CH2 C14), 1.85 (tt, 3
J=7.7, 6.9 Hz, 2 H, CH2 C2), 3.41 (t, 3

J=6.9 Hz, 2 H, 

BrCH2 C1).   
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H.6.7.7f (S)-11-Methylheptacosan  (S-Cf.2) 

Das GRIGNARD-Reagenz, n-Pentadecylmagnesiumbromid (#368), wurde nach AAV 9 aus 

720 mg (2.47 mmol) 1-Brompentadecan (#367)und 144 mg (5.92 mmol) frisch gemörserten 

Magnesium-Spänen in 16 mL trockenem THF und Zusatz von zwei Kristallen Iod bereitet.  

Gemäß AAV 10 zur CuI-katalysierten Kreuzkupplung 360 mg (1.02 mmol) (S)-2-Methyl-1-(p-

tosyloxy)dodecan (#364) in 23 mL absolutem THF gelöst und 10 mg (0.05 mmol) trockenes CuII 

zugegeben. Die Suspension wurde auf -90 °C gekühlt und dann tropfenweise mit 15 mL 

(2.32 mmol) der Pentadecylmagnesiumbromid-Lösung versetzt. Das zunächst rotgraue, später 

tiefschwarze Gemisch wurde langsam auf RT erwärmt, dann 48 h gerührt, anschließend in -5 °C 

kalte ges. NH4Cl-Lösung einpipettiert und nach Vorschrift aufgearbeitet. Die 

Säulenchromatographie über 55 g Kieselgel mit PE 35-50 als Laufmittel und eine anschließende 

Kugelrohrdestillation bei 3 mbar und 210 °C ergaben 97 mg (0.25 mmol, 25%) (S)-11-

Methylheptacosan (S-Cf.2) als weißen wachsartigen Feststoff. 

M [C28H58O] = 394.77 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (14), 42 (4), 43 (42, C3H7
+), 44 (1), 53 (1), 54 (2), 55 (22, 

C4H7
+), 56 (13), 57 (91, C4H9

+), 58 (4), 67 (3), 68 (3), 69 (21), 70 (14), 71 (100, C5H11
+), 72 (6), 81 (2), 

82 (6), 83 (18), 84 (8), 85 (67, C6H13
+), 86 (4), 95 (1), 96 (5), 97 (17), 98 (5), 99 (27, C7H15

+), 100 (2), 

110 (4), 111 (15), 112 (5), 113 (23, C8H17
+), 114 (2), 124 (2), 125 (9), 126 (3), 127 (12), 128 (1), 138 

(1), 139 (3), 140 (5), 141 (7), 142 (1), 152 (1), 153 (1), 154 (1), 155 (5), 156 (1), 166 (1), 167 (1), 168 

(25, M+-C16H34), 169 (13), 170 (2), 181 (1), 182 (1), 183 (4), 184 (1), 195 (1), 196 (1), 197 (3), 210 (1), 

211 (2), 224 (4), 225 (2), 239 (1), 252 (12, M+-C10H22), 253 (10), 254 (2), 267 (1), 281 (1), 295 (1), 309 

(1), 323 (1), 337 (1), 351 (1, M+-Pr), 365 (1, M+-Et), 379 (2, M+-Me), 394 (0.1, M+). 

NMR-spektroskopische Daten: s. (R)-11-Methylheptacosan (R-Cf.2), (H.6.7.4f).  

H.6.7.8 (S)-13-Methylheptacosan  (via #284) (S-Cf.3) 

H.6.7.8a (S)-2-Methyltetradec-3-en-1-ol  (#370) 

Analog der Synthese von (2RS)-5-TBSO-2-

methylpent-3-en-1-ol (#288) bzw. (S)-2-

Methyldodec-3-en-1-ol (#362) wurden 1.071 g 

(2.58 mmol) (R)-3-Hydroxy-2-methylpropyl-TPPBr (#284) in 25 mL trockenem THF 

suspendiert, auf -40 °C gekühlt und mit (3.4 mL, 5.44 mmol, 2.1 meq.) n-BuLi-Lösung 1.6 M in 

Hexan deprotoniert. Die leuchtend orange Lösung wurde 20 min bei -20 °C und 1 h bei RT 

gerührt. Dann wurde unter erneuter Kühlung  auf -30 °C eine Lösung von 579 mg (3.40 mmol) 

frisch destilliertem Undecanal (#369) zugetropft. Das gelbe, trübe Gemisch wurde 1 h bei -30 °C 

und 15 h bei RT gerührt und anschließend nach AAV 8 aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde 
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säulenchromatographisch über 40 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 296 mg (1.31 mmol, 61%) (S)-2-Methyltetradec-3-en-1-ol (#370) als farbloses Öl 

erhalten.   

M [C15H30O] = 226.40 g/mol 

Rf = 0.22 (PE/EE 10:1) 

Isomerenverhältnis: (3Z):(3E) = 57:43 (GC, order of elution DB-5) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (2), 41 (36), 42 (5), 43 (30), 44 (1), 45 (1), 51 (1), 52 (1), 

53 (8), 54 (8), 55 (81, C4H7
+), 56 (10), 57 (36), 58 (18), 59 (1), 65 (3), 66 (4), 67 (55), 68 (43), 69 (100, 

C5H9
+), 70 (12), 71 (44), 72 (4), 77 (4), 78 (1), 79 (11), 80 (5), 81 (45), 82 (52), 83 (59, C6H11

+), 84 (6), 

85 (10), 86 (1), 91 (1), 93 (2), 94 (2), 95 (27), 96 (20), 97 (42), 98 (4), 99 (2), 108 (1), 109 (10), 110 

(10), 111 (25), 112 (3), 113 (2), 123 (5), 124 (6), 125 (9), 126 (1), 137 (2), 138 (3), 139 (3), 151 (1), 

152 (3), 153 (1), 165 (1), 166 (2), 168 (1), 179 (1), 193 (1), 194 (1), 208 (3, M+-H2O), 226 (2, M+).    

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=6.9 Hz, 2×3 H, CH3 C12, EZ), 0.94 (d, 3

J=6.9 Hz, 3 H, 

CH3 C13, Z), 0.98 (d, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C13, E), 1.17-1.44 (m, 2×14 H, 7×CH2 C6 bis C12, EZ), 1.29-

1.38 (m, 2×2 H, CH2 C13, EZ), 1.96-2.13 (m, 2×2 H, CH2 C5), 2.23-2.36 (m, 1 H, CH C2, E), 2.63-2.77 

(m, 1 H, CH C2, Z), 3.32 (t, 3
J=7.6 Hz, 1 H, CHH C1, Z), 3.35 (t, 3

J=7.4 Hz, 1 H, CHH C1, E), 3.42-3.52 

(m, 2×1 H, CHH C1, EZ), 5.11 (ddt, 3
J=10.9, 9.7, 4

J=1.5 Hz, 1 H, CH= C3, Z), 5.24 (ddt, 3
J=15.3, 7.9, 

4
J=1.3 Hz, 1 H, CH= C3, E), 5.47-5.60 (m, 2×1 H, =CH C4, EZ).   

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.26 (q, CH3 C14), 16.73 (q, CH3 C15, E), 17.19 (q, CH3 C13,Z), 

22.84 (t, C11), 27.83 (t, C5-Z), 29.33 / 29.47 / 29.67 / 29.77 / 30.04 (5t, 6×CH2 C6 bis C11), 32.06 (t, 

C10), 32.81 (t, C5, E), 34.92 (d, CH C2, Z), 39.91 (d, CH C2, E), 67.45 (t, HOCH2 C1, E), 67.86 (t, 

HOCH2 C1, Z), 132.01 (d, CH= C3, Z), 132.25 (d, CH= C3, E), 132.73 (d, =CH C4).  

H.6.7.8b (S)-2-Methyltetradecan-1-ol  (#371) 

Unter Stickstoff-Atmosphäre wurden 

280 mg (1.24 mmol) (S)-2-Methyltetradec-3-

en-1-ol (#370) in 12 mL trockenem Methanol 

gelöst, mit 53 mg Pd/C (10% Pd) versetzt und bei Raumtemperatur unter Wasserstoff-

Atmosphäre bei 40 bar für 18 h gerührt. Anschließend wurde das Lösemittel unter 

vermindertem Druck entfernt, der Rückstand mit 10 mL Diethylether aufgenommen und der 

Katalysator über 2 g Kieselgel abfiltriert. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch über 

42 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (10:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 258 mg (1.13 mmol, 

91%) (S)-2-Methyltetradecan-1-ol (#371) als farbloses Öl erhalten.    

M [C15H32O] = 228.42 g/mol 

Rf = 0.19 (PE/EE 101) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (1), 41 (38), 42 (10), 43 (56, C3H7
+), 44 (2), 45 (2), 53 (3), 

54 (5), 55 (55), 56 (54), 57 (100, C4H9
+), 58 (6), 59 (2), 65 (1), 66 (1), 67 (10), 68 (9), 69 (64), 70 (44), 

71 (69), 72 (4), 79 (1), 81 (7), 82 (22), 83 (51), 84 (26), 85 (33), 86 (2), 87 (1), 95 (2), 96 (10), 97 (44), 

98 (13), 99 (6), 109 (1), 110 (6), 111 (34), 112 (12), 113 (4), 123 (1), 124 (4), 125 (15, C9H17
+), 126 (7), 
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127 (2), 138 (2), 139 (4), 140 (4), 141 (1), 152 (1), 153 (2), 154 (3), 155 (1), 166 (1), 167 (1), 168 (2), 

181 (1), 182 (5, C13H26
+), 183 (1), 210 (2, M+-H2O), 227 (0,04), 228 (0.01, M+).    

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (t, 3
J=7.1 Hz, 3 H, CH3 C14), 0.91 (d, 3

J=6.9 Hz, 3 H, CH3 

C15), 1.05-1.16 / 1.28-1.33 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.19-1.34 (m, 18 H, 9×CH2 C4 bis C12), 1.33-1.41 (m, 2 

H, CH2 C13), 1.55-1.66 (m, 1 H, CH C2), 3.41 / 3.51 (2dd, 2J=10.4, 3J=6.6 / 5.8 Hz, 2 H, HOCH2 C1).    

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.28 (q, CH3 C14), 16.74 (q, CH3 C15), 22.84 (t, CH2 C13), 27.14 

(t, CH2 C4), 29.51 / 29.81 / 29.82 / 29.84 / 30.10 (5t, CH2 7×CH2 C5 bis C11), 32.08 (t, CH2 C12), 

33.31 (t, CH2 C3), 35.92 (d, CH C2), 68.60 (t, HOCH2 C1).    

H.6.7.8c (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)tetradecan  (#372) 

Die Tosylierung erfolgte nach 

der Prozedur von (S)-2-

Methyldodecan-1-ol (#363). Unter 

Argon-Atmosphäre wurden 

255 mg (1.12 mmol) (S)-2-Methyltetradecan-1-ol (#371), 18 mg (0.15 mmol) DMAP und 0.3 mL 

(0.21 g, 2.08 mmol) TEA in 15 mL trockenem DCM gelöst und bei -20 °C portionsweise mit 

281 mg (1.47 mmol) p-Tosylchlorid versetzt. Die Reaktionslösung wurde unter langsamem 

Erwärmen auf RT erwärmt für 18 h gerührt und dann aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 32 g Kieselgel mit PE 35-50 / EE (15:1) als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 401 mg (1.05 mmol, 94%) (S)-2-Methyl-1-(p-tosyloxy)tetradecan (#372) als farbloses 

Öl erhalten.  

M [C22H38O3S] = 382.60 g/mol 

Rf = 0.40 (PE/EE 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (2), 41 (39), 42 (10), 43 (50), 44 (2), 51 (1), 52 (1), 53 (3), 

54 (7), 55 (57), 56 (69), 57 (70, C4H9
+), 58 (4), 63 (3), 64 (1), 65 (23, C5H5

+), 66 (3), 67 (16), 68 (16), 69 

(100, C5H9
+), 70 (66), 71 (47), 72 (3), 77 (5), 78 (1), 79 (5), 80 (2), 81 (13), 82 (26), 83 (74, C6H11

+), 84 

(36), 85 (23), 86 (1), 89 (6), 90 (5), 91 (83, C7H7
+), 92 (17), 93 (3), 95 (5), 96 (15), 97 (59, C7H13

+), 98 

(18), 99 (4), 105 (1), 107 (6), 108 (4), 109 (3), 110 (11), 111 (48, C8H15
+), 112 (17), 113 (3), 123 (1), 

124 (6), 125 (23, C9H17
+), 126 (11), 127 (2), 138 (3), 139 (10, C10H19

+), 140 (6), 141 (1), 152 (2), 153 

(4), 154 (10, n-C11H22
+), 155 (40, Ts+), 156 (6), 157 (9), 158 (1), 166 (2), 167 (4), 168 (5), 169 (1), 171 

(1), 172 (19), 173 (65, TsOH2
+), 174 (6), 175 (3), 180 (1), 181 (2), 182 (13, C13H26

+), 183 (2), 187 (1), 

195 (5, C14H27
+), 196 (1), 209 (1), 210 (49, M+-TsOH), 211 (9), 212 (1).    

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.87 (t, 3
J=6.6 Hz, 3 H, CH3 C14), 0.88 (d, 3

J=6.4 Hz, 3 H, CH3 

C15), 1.02-1.12 / 1.15-1.21 (2m, 2 H, CH2 C3), 1.13-1.32 (m, 18 H, 9×CH2 C4 bis C12), 1.27-1.34 (m, 2 

H, CH2 C13), 1.69-1.81 (m, 1 H, CH C2), 2.45 (s, 3 H, CH3Ph), 3.79 / 3.87 (2dd, 2
J=9.4, 3

J=6.4 / 5.6 Hz, 

2 H, HOCH2 C1), 7.34 (br.d, 3J=8.2 Hz, 2 H, 2×m-arCH), 7.79 (br.d, 3J=8.2 Hz, 2 H, 2×o-arCH).    

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.29 (q, CH3 C14), 16.67 (q, CH3 C15), 21.79 (q, CH3Ph), 22.84 

(t, CH2 C13), 26.71 (t, CH2 C4), 29.49 / 29.68 / 29.76 / 29.80 / 29.82 (5t, CH2 7×CH2 C5 bis C11), 

32.06 (t, CH2 C12), 32.80 (t, CH2 C3), 32.94 (d, CH C2), 75.30 (t, HOCH2 C1), 128.04 (d, o-arCH C17), 

129.91 (d, m-arCH C18), 133.30 (s, arC16), 144.72 (s, arC19).     
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H.6.7.8d (S)-13-Methylheptacosan  (S-Cf.3) 

Die Synthese von S-Cf.3 erfolgte wie die von S-Cf.2 nach den Arbeitsvorschriften AAV 9 zur 

Bereitung des GRIGNARD-Reagenzes und AAV 10 zur Kreuzkupplung. Die n-

Tridecylmagnesiumbromid-Lösung (#374) wurde aus 1.40 mL (1.44 g, 5.48 mmol) frisch 

destilliertem 1-Bromtridecan (#373) und 274 (11.27 mmol) gemörserten Magnesium-Spänen in 

19 mL trockenem THF bereitet. Nach Starten der Reaktion mit zwei Kristallen Iod wurde bei RT 

14 h gerührt. Dann wurden unter Argon-Atmosphäre 390 mg (1.02 mmol) (S)-2-Methyl-1-pTsO-

tetradecan (#372) und 15 mg (0.08 mmol) trockenes CuII in 15 mL absolutem THF auf -90 °C 

gekühlt und langsam 12 mL (3.46 mmol) der GRIGNARD-Lösung zugetropft. Die sich burgunderrot 

bis schwarz färbende Lösung wurde über drei Stunden auf RT erwärmt, dann weitere 40 h 

gerührt und anschließend aufgearbeitet. Das Rohprodukt wurde zur Reinigung zunächst über 

50 g Kieselgel mit PE 35-50 als Eluent gesäult und anschließend im Kugelrohr bei 2 mbar und 

200-240 °C destilliert. Es wurden 180 mg (0.46 mmol, 45%) (S)-13-Methylheptacosan (S-Cf.3) 

als weißer Feststoff erhalten. 

M [C28H58O] = 394.77 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 40 (1), 41 (16), 42 (5), 43 (40), 44 (1), 53 (1), 54 (1), 55 (17), 

56 (11), 57 (72, C4H9
+), 58 (3), 67 (3), 68 (4), 69 (23), 70 (14), 71 (100, C5H11

+), 72 (5), 79 (1), 81 (2), 

82 (5), 83 (15), 84 (7), 85 (52), 86 (3), 95 (1), 96 (4), 97 (14), 98 (4), 99 (20), 100 (2), 110 (3), 111 

(12), 112 (4), 113 (18), 114 (2), 124 (2), 125 (7), 126 (3), 127 (12), 128 (1), 138 (1), 139 (3), 140 (2), 

141 (8), 142 (1), 152 (1), 153 (2), 154 (1), 155 (5), 156 (1), 166 (1), 167 (1), 168 (4), 169 (4), 181 (1), 

182 (1), 183 (2), 195 (1), 196 (22, M+-C14H30), 197 (11), 198 (1), 207 (2), 210 (1), 211 (1), 224 (13, 

M+-C12H26), 225 (8), 226 (1), 238 (1), 239 (1), 253 (1), 267 (1), 281 (1), 351 (1), 365 (1, M+-Et), 379 (2, 

M+-Me), 394 (0.1, M+). 

NMR-spektroskopische Daten: s. (R)-13-Methylheptacosan (R-Cf.3), (H.6.7.5e). 
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H.7 Palmlilien (Yucca spp.) 

H.7.1 Übersicht 

H.7.1.1 Liste der verwendeten kommerziellen Edukte 

R-#394 (R)-5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on [Aldrich] 

S-#394 (S)-5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on [Aldrich] 

#396 Isopropyltriphenylphosphoniumbromid [TCI] 

#398 Acrolein [Fluka] 

#416 2,2-Dimethylcyclohexanon [Acros] 

#418 Cyclopentanon  [Merck] 
#420 Isopropylbromid [Merck] 

#425 Cyclocitral  [Alfa Aesar] 

#426 Methyltriphenylphosphoniumbromid [Aldrich] 

#442 Linolsäure [Merck] 

#359 1-Bromnonan [Merck] 

#439 Octanal [Merck] 

#440 Decanal [Aldrich] 

#441 Heptanal [Merck] 

#361 Nonanal [Merck] 

H.7.1.2 Liste der dargestellten Verbindungen  

R-Yu.1 [3(6)EZ,5R]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on,   Filamentolid 
S-Yu.1 [3(6)EZ,5S]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on,   Filamentolid 

EZ-Yu.2 2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol,    Filamentol [GALBRECHT 2015] 

EZ-Yu.3 2-Allyliden-6-methylhept-5-enal,   Filamental [GALBRECHT 2015] 

Yu.4 (3E)-4,8-Dimethylnona-1,3,7-trien, E-DMNT [TWELE 2009] 

RS-Yu.5 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon, Filamenton  

R-#395 (2R)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd 

S-#395 (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd 

R-#397 (5R)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 

S-#397 (5S)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 

R-#399 (3RS,5R)-3-(Methyldiphenylsilyl)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 
S-#399 (3RS,5S)-3-(Methyldiphenylsilyl)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 

R-#400 (3RS,5R)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-dihydrofuran-2(3H)-on 

S-#400 (3RS,5S)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-dihydrofuran-2(3H)-on 

Unbekannter Naturstoff Yu.D 

#408 unbekanntes Syntheseprodukt, vermutlich identisch mit Yu.D 

EZ,E-Yu.6 (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal  

EZ,E-Yu.7 (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol  

EZ-Yu.8 [2(7)EZ]-2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon  

EZ-Yu.9 [2(6)EZ]-2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon 

Yu.10 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd  
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#417 2,2-Dimethylcyclohexanon, O-MDPS enolether 

#419 Cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  

EZ-#421 (EZ)-Isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  

#422 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon 

EZ-#423 [2(6)EZ]-2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon 

#424 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon 

#427 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en („Cyclo-DMNT“)  

#428 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran  

#429 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol 
#430 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on  

#431 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-yl)methanol  

#432 Dihydroactinidiolid 

#433 Hydro-Filamentol 

#434 Hydro-Yu.D 

#435 4,8-Dimethylnonan 

Acetogenine Kohlenwasserstoffe 

Z-Yu.12 (8Z)-Heptadecen 

Z-Yu.14 (9Z)-Nonadecen 

Z-Yu.11 (7Z)-Hexadecen 
Z-Yu.13 (9Z)-Octadecen 

#360 n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid  

Z,Z-Yu.15 (6Z,9Z)-Heptadecadien 

H.7.1.3 Liste der diskutierten Verbindungen 

#409 4,8-Dimethyl-1,3,7-nonatrien-5-on 

#410 (E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-4-on 

#411 2-Methyl-4-(4-methylpent-3-en-1-yl)furan 

#412 5-(4-Methylpent-3-en-1-yl)-2H-pyran 

#413 (EZ)-5-Allylidene-2-(prop-1-en-2-yl)tetrahydro-2H-pyran 

#414 (EZ)-5-Allyliden-2-(prop-2-ylidene)tetrahydro-2H-pyran 

#415 3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-enyl)tetrahydrofuran 

#436 6-Methyl-2-propylidenhepta-3,5-dienal 

#437 6-Methyl-2-(prop-1-enyl)hepta-2,5-dienal 

#438 6-Methyl-2-(prop-1-enyl)hepta-3,5-dienal 
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H.7.2 Naturstoff  

H.7.2.1 Gewinnung von Naturextrakten 

Für die GC/MS-Analytik wurden in erster Linie Solid Phase Micro Extracts (SPME) verwendet. 

Dazu wurde eine frisch geerntete Blüte in einen 50 mL Kolben eingebracht und dieser mit einem 

Septum verschlossen. Die frisch ausgeheizte SPME-Nadel [Supelco] wurde durch das Septum 

geführt und zur Adsorption ca. 20 h der Blütenduft-Atmosphäre ausgesetzt. Anschließend wurde 

sofort im GC/MS-Injektorport desorbiert. Standardmäßig wurden Nadeln mit Carboxen®- und 

zur Ermittlung von Polaritätsunterschieden mit Polyacrylat-Coating verwendet. 

Zur Gewinnung von Headspace-Duftstoffextrakten in 

Lösung wurde als Adsorbens Super Q®, 80/100 mesh 

[Alltech] verwendet (mit Aktivkohle konnten keine Extrakte 

gleicher Menge und nur mit geringerem Terpenoid-Anteil 

erhalten werden). Dazu wurden ca. 30 frisch geerntete 

Blüten in ein Glasrohr (l = 50 cm, d = 6 cm) gefüllt. Mit Hilfe 

einer Minipumpe wurde Luft (ca. 3 L/min) für ca. 24 h durch 

das System gesaugt. Die zuströmende Luft wurde über CaCl2 

vorgetrocknet und der Duft an ca. 100 mg mit DCM 

gereinigtem Super Q adsorbiert. Durch Elution mit 

Diethylether konnten ca. 20 mg Substanz gewonnen 

werden. Analoge Versuche bei folienumhüllten 

Blütenständen (Abb. 60) im Freiland erbrachten wegen der 

Kondensation von Verdunstungswasser der Pflanze keine 

vergleichbar guten Ergebnisse.  

 

Fest-Flüssig-Extrakte wurden durch zweistündiges Rühren grob zerkleinerter Blätter von 10 

Blüten mit ca. 50 g Siedesteinchen in 100 mL Diethylether gewonnen. Das Feststoffgemisch 

wurde abfiltriert, das Filtrat über MgSO4 getrocknet und das Lösungsmittel im Vakuum 

reduziert. Anschließend wurde der Extrakt mittels GC/MS analysiert. 

Zur Wasserdampfdestillation wurden die Blätter von ca. 20 Blüten grob zerkleinert und in 

einem 1 L-Dreihalskolben mit Gaseinleitungsrohr und Destillationsbrücke in 250 mL kochendes 

Wasser gegeben. Nun wurde 1.5 h lang Wasserdampf eingeleitet und in eine eisgekühlte Vorlage 

destilliert. Anschließend wurde das Destillat (ca. 300 mL) mit NaCl ausgesalzen und zweimal mit 

je 25 mL Diethylether ausgeschüttelt. Der organische Extrakt wurde über MgSO4 getrocknet, im 

Vakuum eingeengt und mittels GC/MS analysiert.  

Abb. 60: Gewinnung von Super Q-

Extrakten bei Blüten von Garten-

Y. filamentosa, Hamburg [AT 2018] 
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Zudem wurde versucht, den Duft von ca. 10 Blüten im Ölpumpenvakuum in eine mit 

flüssigem Stickstoff gekühlte Falle einzukondensieren. Nach ca. 3 h wurde das ausgefrorene 

Wasser mit NaCl ausgesalzen und zweimal mit je 10 mL Diethylether extrahiert. Der Extrakt 

wurde über MgSO4 getrocknet, im Vakuum eingeengt und mittels GC/MS analysiert. 

H.7.2.2 Derivatisierung mit Dimethyldisulfid (DMDS) 

Etwa 20 μL eines Naturextraktes wurden in ca. 50 μL Schwefelkohlenstoff aufgenommen und 

mit 50 μL Dimethyldisulfid und 5 μL einer 5 %igen Lösung von Iod in Diethylether versetzt 

[FRANCIS 1981; FRANCIS & VELAND 1981; BUSER et al. 1983; DUNKELBLUM et al. 1985]. Das Gemisch 

wurde in einem gasdichten Schraubdeckelglas 24-48 h lang bei 60 °C erwärmt. Nach dem 

Abkühlen wurde mit 300 μL n-Pentan verdünnt und überschüssiges Iod mit 50-100 μL 

wässriger, 10 %iger Natriumthiosulfat-Lösung reduziert. Anschließend wurde eine Spatelspitze 

Natriumchlorid zugegeben und die organische Phase abgetrennt, über Magnesiumsulfat 

getrocknet, filtriert und konzentriert. Anschließend wurde der derivatisierte Extrakt mittels 

GC/MS analysiert. 

H.7.2.3 Fraktionierung von Naturextrakten 

Zur säulenchromatographischen Fraktionierung von Headspace-Super Q-Extrakten wurde 

der konzentrierte Extrakt auf 1 g Kieselgel aufgetragen und mit je 5 mL-Laufmittel-Portionen 

mit einem Gradienten beginnend mit Pentan gefolgt von Pentan / Diethylether 100:1, 50:1, 25:1, 

17:1, 10:1, 5:1 und 2:1 eluiert. Die GC/MS-Analyse der Fraktionen lieferte (näherungsweise) 

folgende Verteilung: Yu.D+Z+E-Filamental: F3-4, Filamentolid: F6, Filamentol: F7-8. 

Zur säulenchromatographischen Isolierung von Filamentolid aus Fest-Flüssig-Extrakten von 

Kultur-Y. filamentosa-Blüten wurde der konzentrierte Extrakt auf 1 g Silica aufgetragen. Die 

Kohlenwasserstoffe wurden mit 10 mL Pentan abgetrennt. Anschließend wurde mit 3 mL 

Diethylether eluiert. Es wurden ca. 20 mg Filamentolid mit einer chemischen Reinheit von 90% 

(GC) erhalten. 

H.7.2.4 Naturstoff-Derivatisierung durch Hydrierung 

Der (fraktionierte) Naturextrakt wurde in 2 mL Pentan aufgenommen und mit einer kleinen 

Spatelspitze Pd/C 10% versetzt. Die Suspension wurde für 1 h bei RT unter 20 bar H2-

Atmosphäre gerührt. Anschließend wurde mit 0.2 mL Diethylether versetzt und der Katalysator 

über ca. 0.2 g Silica abfiltriert. Das Filtrat wurde eingeengt und wie unter H.7.2.3 beschrieben 

säulenchromatographisch fraktioniert. Die einzelnen Fraktionen wurden mittels GC/MS 

untersucht. Die unbekannte Verbindung Hydro-Yu.D (#434) wurde in F3 detektiert. 
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H.7.3 Synthese von Filamentolid (Yu.1) 

H.7.3.1 (2R)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd   (R-#395) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 1.013 g (8.72 mmol, 116.12 g/mol) 

(R)-5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#394) in 16 mL 

trockenem Dichlormethan gelöst und mit 2.1 mL (26.0 mmol, 2.05 g, 3 eq., 

79.10 g/mol, 0.978 g/mol) trockenem Pyridin versetzt. Die Lösung wurde 

auf -40 °C gekühlt, portionsweise mit 4.063 g (9.58 mmol,1.1 eq., 424.14 g/mol) DESS-MARTIN-

Periodinan (DMP; 1,1,1-Triacetoxy-1,1-dihydro-1,2-benziodoxol-3(1H)-on, C13H13IO8) versetzt 

und 10 min bei dieser Temperatur gerührt. Anschließend wurde über eine Stunde auf 

Raumtemperatur erwärmt, wobei sich eine klare, hellgelbe Lösung bildete. Der Umsatz wurde 

gaschromatographisch verfolgt und das Rohprodukt ohne Aufarbeitung der Reaktionslösung 

sofort in der nächsten Stufe eingesetzt.  

M [C5H8O2] = 114.10 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (2), 38 (2), 39 (9), 40 (1), 41 (5), 42 (4), 43 (1), 44 (1), 45 (0.4), 49 

(0.3), 50 (0.4), 51 (0.2), 53 (1), 55 (2), 56 (2), 57 (9), 58 (0.5), 68 (0.2), 69 (0.2), 85 (100), 86 (5), 87 

(1), 114 (0.2, M+). 

H.7.3.2 (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd   (S-#395) 

Die Darstellung von (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd  

(S-#395) erfolgte analog der Synthese von (R-#395) ausgehend von 1.208 g 

(10.41 mmol, 116.12 g/mol) (S)-5-(Hydroxymethyl)-dihydrofuran-2(3H)-

on (S-#394) in 15 mL trockenem Dichlormethan unter Verwendung von 

2.4 mL (29.7 mmol, 2.35 g, 3 eq., 79.10 g/mol, 0.978 g/mL) trockenem Pyridin und 4.801 g 

(11.32 mmol,1.1 eq., 424.14 g/mol) DESS-MARTIN-Periodinan. Das Rohprodukt wurde ohne 

Aufarbeitung unmittelbar für die folgende Stufe verwendet. 

Die massenspektrometrischen Daten sind identisch mit denen von R-#395. 

H.7.3.3 (5R)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on   (R-#397) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 19.30 g (42.58 mmol, 5 eq., 

385.28 g/mol) Isopropyltriphenylphosphoniumbromid (#396) (85%) in 

250 mL trockenem THF suspendiert und auf -60 °C gekühlt. Zur 

Erzeugung des Ylids wurden innerhalb von 15 min 26.5 mL (42.4 mmol, 

eq. < nWittig-Salz) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung in Hexan zugetropft. Die dunkelorange Lösung 

wurde weitere 20 min bei -60 °C und dann 1 h bei RT gerührt. Anschließend wurde auf -90 °C 

abgekühlt und die Rohproduktlösung von (2R)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd  

(R-#395) (max. 8.72 mmol) unter kräftigem Rühren innerhalb von 15 min zugetropft. Das 

breiige, orangebraune Reaktionsgemisch wurde unter Erwärmung auf RT über Nacht gerührt. 
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Anschließend wurde durch Zugabe von 3 mL ges. Ammoniumchlorid-Lösung hydrolysiert und 

das Gemisch auf ca. 100 mL eingeengt. Nach Zugabe von 100 mL Hexan und Trocknen über 

MgSO4 wurde über 25 g Kieselgel filtriert. Das Eluat wurde eingeengt und viermal mit je 8 mL 

ges. CuSO4-Lösung, zweimal mit ges. NaHCO3-Lösung und einmal mit ges. NaCl-Lösung 

gewaschen. Die säulenchromatographische Reinigung über 55 g Kieselgel mit einem 

Laufmittelgemisch aus Pentan und Diethylether (3:1) lieferte 501 mg (3,56 mmol, 41% über 2 

Stufen) (5R)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#397) als farbloses Öl. 

Rf = 0.16 (Pent/Et2O 2:1 v/v). 

M [C8H12O2] = 140.18 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (4), 39 (38), 40 (6), 41 (37), 42 (7), 43 (6), 50 (4), 51 (6), 52 (3), 

53 (13), 54 (5), 55 (19), 56 (38), 57 (7), 65 (4), 66 (2), 67 (8), 68 (2), 69 (9), 70 (2), 77 (4), 79 (11), 80 

(2), 81 (26), 82 (2), 83 (15), 84 (2), 85 (31), 86 (2), 95 (3), 96 (2), 97 (12), 125 (100), 126 (8), 140 (25, 

M+), 141 (3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.73 (d, 4
JH8-H6=1.3 Hz, 3H, Z-CH3 C9), 

1.76 (d, 4
JH8-H6=1.3 Hz, 3H, E-CH3 C8), 1.92 (dddd, 2

JH4-H4=12.8, 3
JH4-H3=9.6, 9.3, 3

JH4-H5=8.2 Hz, 1H, CH2 

C4), 2.35 (dddd, 2
JH4-H4=12.8, 3

JH4-H3=7.6, 5.6, 3
JH4-H5=6.4 Hz, 1H, CH2 C4), 2.535 (dd, 3

JH3-H4=9.6, 7.6 

Hz, 1H, CH2 C3), 2.542 (dd, 3
JH3-H4=9.3, 5.6 Hz, 1H, CH2 C3), 5.18 (ddd, 3

JH5-H6=8.7, 3
JH5-H4=8.2, 6.4 Hz, 

1H, CH C5), 5.23 (dqq, 4JH6-H5=8.7, 4JH6-H8=1.3, 1.3 Hz, 1H, =CH C6). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 18.50 (q, C9-Z), 25.85 (q, C8-E), 29.31 (t, C3), 

29.43 (t, C4), 77.76 (d, C5), 122.94 (d, C6), 139.95 (s, C7), 177.34 (s, C2). 

Die NMR-Spektren sind in Anhang G.10.16 abgebildet.   

H.7.3.4 (5S)-5-(2-Methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on   (S-#397) 

Zur Darstellung von (5S)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-

2(3H)-on (S-#397) wurden entsprechend der Vorschrift R-#397 unter 

Schutzgasatmosphäre 20.03 g (46.33 mmol, 432.29 g/mol) 

Isopropyltriphenylphosphoniumbromid (#396) in 250 mL THF mit 

28.8 mL (46.1 mmol) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung in Hexan deprotoniert. Das Ylid wurde durch 

Zugabe der Rohproduktlösung mit (2S)-5-Oxotetrahydrofuran-2-carbaldehyd (S-#395) (max. 

10.4 mmol) umgesetzt. Nach säulenchromatographischer Reinigung über 47 g Kieselgel wurden 

513 mg (3,66 mmol, 35% über 2 Stufen) (5S)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on 

(S-#397) als farbloses Öl erhalten. 

Die spektrometrischen und spektroskopischen Daten stimmen mit denen von R-#397 überein. 
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H.7.3.5 (EZ,R)-Filamentolid   (R-Yu.1) 

H.7.3.5a (3RS,5R)-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#399) 

Zunächst wurde eine Lithiumdiisopropylamid-Lösung frisch 

bereitet. Dazu wurden 84 mg (0.83 mmol, 1.1 eq., 101.19 g/mol) 

frisch über Natrium destilliertes Diisopropylamin (DIPA) in 4 mL 

trockenem THF gelöst und bei -80 °C mit 0.50 mL (0.80 mmol, 

1.05 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung in Hexan versetzt. Die LDA-

Lösung wurde vor der Verwendung wenigstens 15 min bei RT 

gerührt. 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 106 mg (0.76 mmol, 140.18 g/mol) (5R)-5-(2-Methylprop-

1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#397) in 15 mL trockenem THF gelöst und bei -80 °C durch 

langsames Zutropfen der zuvor bereiteten LDA-Lösung deprotoniert. Die Reaktionslösung 

wurde 60 min bei -80 °C gerührt, dann mit 160 µL (177 mg, 0.76 mmol, 1 eq., 232.79 g/mol, 

1.104 g/mL) Methyldiphenylsilylchlorid in 2 mL trockenem THF versetzt und nach Erwärmen 

auf RT 16 h lang gerührt. Die hellgelbe Reaktionslösung von (3RS,5R)-3-(Methyldiphenylsilyl)-5-

(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (R-#399) wurde ohne Aufarbeitung für die 

nächste Synthesestufe eingesetzt.  

H.7.3.5b (3RS,5R)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-DHF-2(3H)-on (R-#400) 

Die Reaktionslösung der Zwischenstufe (3RS,5R)-3-

(Methyldiphenylsilyl)-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-

2(3H)-on (R-#399) (max. 0.76 mmol) wurde erneut auf -80 °C 

gekühlt und mit frisch aus 0.150 mL (107 mg, 1.06 mmol, 

101.19 g/mol, 0.716 g/mL) Diisopropylamin in 4 mL THF und 0.50 

mL (0.80 mmol, 1.05 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung hergestellter 

LDA-Lösung deprotoniert. Das Reaktionsgemisch wurde 45 min lang bei -80 °C gerührt, 

anschließend mit 55 µL (46 mg, 0.82 mmol, 56.06 g/mol, 0.839 g/mL) frisch destilliertem 

Acrolein (#398) in 3 mL trockenem THF versetzt und weitere 10 min bei -80 °C und 15 min bei 

RT gerührt.  

H.7.3.5c [3(6)EZ,5R]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on  (R-Yu.1) 

Für möglichst hohen Umsatz der Eliminierungsreaktion bei (3RS,5R)-3-[(RS)-1-hydroxyallyl]-

3-(methyldiphenylsilyl)-5-(2-methylprop-1-enyl)-dihydrofuran-2(3H)-on (R-#400) wurde kurz 

zum Rückfluss erhitzt. Anschließend wurde erneut auf -60 °C gekühlt, mit 0.4 mL (292 mg, 

2.9 mmol, 101.19 g/mol, 0.73 g/mL) trockenem Triethylamin, 5 mg (0.04 mmol, 5%, 

122.17 g/mol) DMAP und 0.2 mL (172 mg, 1.58 mmol, 108.64 g/mol, 0.86 g/mL) 

Trimethylsilylchlorid in 3 mL THF versetzt, um das bei der Olefinierung entstehende 

O O

Si Ph

Ph

O O

MePh2Si
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Methyldiphenylsilanol zu silylieren. Das milchig trübe Gemisch wurde 30 min bei RT gerührt, 

dann auf 0 °C gekühlt, mit 10 mL Hexan verdünnt, mit 8 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt und 

weitere 10 min gerührt. Anschließend wurden die Phasen getrennt und die wässrige mit 8 mL 

Diethylether extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden dreimal mit je 5 mL ges. 

NH4Cl-Lösung, einmal mit ges. NaHCO3-Lösung und einmal mit ges. NaCl-Lösung gewaschen, 

über MgSO4 getrocknet, filtriert und eingeengt. Die Reinigung des Rohprodukts sowie die 

Trennung der Doppelbindungsisomere erfolgte durch Säulenchromatographie an 35 g Silica mit 

einem Gemisch aus Pentan und Diethylether im Verhältnis 4:1 als Laufmittel. Es wurden 51 mg 

(0.29 mmol, 38%, über 2 Stufen) [3(6)Z,5R]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-

yl)dihydrofuran-2(3H)-on (ZR-Yu.1) und 41 mg (0.23 mmol, 30%, über 2 Stufen) [3(6)E,5R]-3-

Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (ER-Yu.1) als farblose Öle erhalten. 

M [C11H14O2] =  178.23 g/mol 

Isomerenverhältnis (GC): (3Z):(3E) = ca. 5:4.  

ZR-Yu.1 

Rf = 0.45 (PE/Et2O 4:1 v/v). 

Enantiomerentrennung: α-Wert tr(3Z,5R):tr(3Z,5S) = 1.012. 

Enantiomerenreinheit: enantiomeric excess (ee) = 97% (GC: Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-

2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 50% in OV-1701, 25 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 120/30-

10-150). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (5), 39 (60), 40 (23), 41 (47), 42 

(4), 43 (7), 50 (5), 51 (11), 52 (5), 53 (10), 55 (11), 56 (3), 63 (7), 64 

(2), 65 (25), 66 (100), 67 (17), 68 (2), 69 (11), 77 (13), 78 (4), 79 (11), 

82 (3), 83 (11), 85 (12), 91 (34), 92 (5), 93 (9), 94 (33), 95 (5), 103 (2), 

105 (11), 107 (3), 115 (5), 117 (11), 118 (3), 119 (5), 122 (2), 123 (2), 

131 (3), 132 (4), 133 (18), 134 (3), 135 (29), 136 (7), 145 (4), 149 (5), 

150 (6), 160 (7), 163 (5), 178 (9, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.35 (d, 4
JH11-H9=1.3 Hz, 3H, Z-

CH3 C12), 1.45 (d, 4
JH11-H9=1.3 Hz, 3H, E-CH3 C11), 2.05 (ddd, 2

JH4-H4=16.9, 3
JH4-H5=6.6, 4

JH4-H6=2.2 Hz, 

1H, CH2 C4), 2.33 (ddd, 2JH4-H4=16.9, 3JH4-H5=7.3, 4JH4-H6=1.8 Hz, 1H, CH2 C4), 4.66 (ddd, 3JH5-H9=8.8, 3JH5-

H4=7.3, 6.6 Hz, 1H, CH C5), 4.96 (dqq, 3
JH9-H5=8.8, 4

JH9-H11=1.30, 1.30 Hz, 1H, =CH C9), 5.17 (ddd, 3
JH8-

H7=17.1, 2JH8-H8=0.9, 4JH8-H6=0.9 Hz, 1H, =CH-Z C8), 5.18 (ddd, 3JH8-H7=9.9, 2JH8-H8=0.9, 4JH8-H6=0.9 Hz, 1H, 

=CH-E C8), 6.02 (brddd, 3
JH6-H7=11.3, 4

JH6-H4=2.2, 1.8 Hz, 1H, =CH C6), 8.14 (ddd, 3
JH7-H8=17.1, 9.9, 3

JH7-

H6=11.3 Hz, 1H, =CH C7). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 18.05 (q, C12-Z), 25.50 (q, C11-E), 36.32 (t, C4), 

73.59 (d, C5), 123.77 (t, C8), 124.49 (d, C9), 125.88 (s, C3), 132.42 (d, C7), 138.04 (d, C6), 138.48 (s, 

C10), 168.90 (s, C2). 

Die NMR-Spektren sind in Anhang G.10.16 abgebildet. 
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ER-Yu.1 

Rf = 0.27 (PE/Et2O 4:1 v/v). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (7), 39 (73), 40 (25), 41 (39), 42 (3), 43 (3), 50 (5), 51 (11), 52 (5), 

53 (9), 55 (10), 56 (3), 62 (2), 63 (7), 64 (2), 65 (25), 66 (100), 67 (14), 69 (9), 77 (9), 78 (3), 79 (5), 83 

(10), 85 (8), 91 (13), 93 (5), 94 (21), 95 (3), 105 (2), 115 (2), 117 (2), 135 (2), 150 (10), 163 (2), 178 

(6, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 

1.36 (d, 4
JH11-H9=1.3 Hz, 3H, Z-CH3 C12), 1.46 (d, 4

JH11-H9=1.3 Hz, 3H, E-CH3 

C11), 1.96 (ddd, 2
JH4-H4=17.4, 3

JH4-H5=6.3, 4
JH4-H6=3.0 Hz, 1H, CH2 C4), 2.37 

(ddd, 2
JH4-H4=17.4, 3

JH4-H5=7.8, 4
JH4-H6=2.5 Hz, 1H, CH2 C4), 4.67 (ddd, 3

JH5-

H9=8.8, 3
JH5-H4=7.8, 6.3 Hz, 1H, CH C5), 4.92 (dqq, 3

JH9-H5=8.8, 4
JH9-H11=1.3, 

1.3 Hz, 1H, =CH C9), 5.14 (br.d, 3
JH8-H7=10.1 Hz, 1H, =CH-E C8), 5.20 

(br.d, 3
JH8-H7=16.9 Hz, 1H, =CH-Z C8), 6.02 (ddd, 3

JH7-H8=16.9, 10.1, 3
JH7-

H6=11.4 Hz, 1H, =CH C7), 7.14 (ddd, 3
JH6-H7=11.4, 4

JH6-H4=3.0, 2.5 Hz, 1H, 

=CH C6). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 18.05 (q, C12-Z), 25.48 (q, C11-E), 32.60 (t, C4), 

73.70 (d, C5), 124.72 (d, C9), 125.25 (t, C8), 128.21 (s, C3), 132.86 (d, C7), 134.43 (d, C6), 138.29 (s, 

C10), 170.47 (s, C2).   

Die NMR-Spektren sind in Anhang G.10.16 abgebildet. 

H.7.3.6 (EZ,S)-Filamentolid    (S-Yu.1) 

H.7.3.6a (3RS,5S)-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on  (S-#399) 

Die Darstellung von S-Yu.1 folgte einer Sequenz analog der 

Synthese von R-Yu.1. Zur Darstellung des Silans S-#399 wurden 

entsprechend der Durchführung R-#399 bei -80 °C und unter 

Schutzgas 494 mg (3.52 mmol, 140.18 g/mol) (5S)-5-(2-

methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (S-#397) in 60 mL 

trockenem THF mit frischer LDA-Lösung aus 0.55 mL (394 mg, 3.89 mmol, 101.19 g/mol, 

0.716 g/mL) DIPA in 10 mL THF und 2.4 mL (3.84 mmol, 1.1 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung 

deprotoniert. Nach Zutropfen von 0.75 mL (828 mg, 3.55 mmol, 1.01 eq., 232.79 g/mol, 

1.104 g/mL) Methyldiphenylsilylchlorid in 4 mL THF wurde die orangerote Lösung auf RT 

erwärmt und für 14 h gerührt. Das Rohprodukt wurde ohne Isolierung aus der Reaktionslösung 

weiter umgesetzt. 
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H.7.3.6b (3RS,5S)-3-[(RS)-1-Hydroxyallyl]-3-MDPS-5-(2-methylprop-1-enyl)-DHF-2(3H)-on (S-#400) 

Die Darstellung von S-Yu.1 erfolgte gemäß der Vorschrift für  

R-Yu.1. Die LDA-Lösung wurde aus 0.60 mL (430 mg, 4.25 mmol, 

101.19 g/mol, 0.716 g/mL) DIPA in 10 mL THF und 2.35 mL 

(3.76 mmol, 1.07 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung bereitet. Das β-

Hydroxysilan S-Yu.9 wurde nach Deprotonierung des Rohprodukts 

von Silan S-#399 (max. 3.52 mmol) durch Umsetzung mit 0.26 mL 

(218 mg, 3.89 mmol, 56.06 g/mol, 0.839 g/mL) Acrolein (#398) dargestellt.  

H.7.3.6c [3(6)EZ,5S]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (S-Yu.1) 

Das durch die Eliminierung entstehende Silanol wurde mit 

0.90 mL (774 mg, 7.14 mmol, 108.64 g/mol, 0.86 g/mL) 

Trimethylsilylchlorid in 6 mL THF unter Verwendung von 1.6 mL 

(1.17 g, 11.5 mmol, 101.19 g/mol, 0.73 g/mL) Triethylamin und 

22 mg (0.18 mmol, 5%, 122.17 g/mol) DMAP abgefangen. 

Anschließend wurde das hellgelbe Reaktionsgemisch wie oben beschrieben aufgearbeitet. Nach 

säulenchromatographischer Reinigung und Isomeren-Trennung über 65 g Kieselgel mit einem 

4:1 Gemisch aus Pentan und Diethylether wurden 247 mg (1.39 mmol, 39%, über 2 Stufen) 

[3(6)Z,5S]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydrofuran-2(3H)-on (ZS-Yu.1) und 73 mg 

(0.41 mmol, 12%, über 2 Stufen) [3(6)E,5R]-3-Allyliden-5-(2-methylprop-1-en-1-yl)dihydro-

furan-2(3H)-on (ER-Yu.1) als farblose Öle erhalten.  

Isomerenverhältnis (GC): (3Z):(3E) = ca. 3:1.  

ZS-Yu.1:  

Spezifische Drehung:  = +37.8° (c = 2.0, CHCl3) 

Enantiomerenreinheit: enantiomeric excess (ee) = 95% (GC: Heptakis-(6-O-tert-butyldimethylsilyl-

2,3-di-O-methyl)-β-cyclodextrin 50% in OV-1701, 25 m, 0.25 mm i.d., 0.25 µm film; 120/30-

10-150). 

Die massenspektrometrischen und NMR-spektroskopischen Daten sind unter den 

R-Isomeren aufgeführt. 
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H.7.4 Synthese von Filamentol, Filamental und Filamenton 

H.7.4.1 [2(8)EZ]-2-Allyliden-6-methylhept-5-en-1-ol    (Yu.2) 

Filamentol wurde wie in F6.3.2.3 beschrieben von GALBRECHT [2015] synthetisiert (s. Supp. 

Mat. I.1, P 21).  

Die dabei erhaltenen Doppelbindungsisomere konnten 

gaschromatographisch an HP-5 getrennt werden. Zur Zuordnung 

der jeweiligen Konfiguration wurden Haupt- und Nebenprodukt 1H- 

und 13C-NMR-spektroskopisch charakterisiert und das E/Z-Gemisch 

mittels NOESY-NMR-Spektroskopie untersucht. 

M [C11H18O] = 166.26 g/mol 

Isomerentrennung: α-Wert tr(2Z):tr(2E) = 0.110. 

Isomerenverhältnis (GC): (2Z):(2E) = ca. 1:5 (Elutionsreihenfolge, HP-5). 

Z-Yu.2 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (14), 40 (3), 41 (63), 42 (3), 43 (6), 50 (1), 51 (3), 52 (2), 

53 (8), 54 (2), 55 (8), 56 (1), 57 (1), 63 (1), 65 (5), 66 (2), 67 (14), 68 (4), 69 (100), 70 (9), 71 (1), 77 

(8), 78 (2), 79 (15), 80 (4), 81 (3), 82 (5), 83 (3), 84 (1), 91 (5), 92 (3), 93 (2), 94 (8), 95 (5), 96 (4), 97 

(3), 98 (1), 103 (1), 105 (4), 106 (1), 107 (2), 108 (1), 109 (2), 110 (2), 115 (1), 117 (1), 119 (1), 123 

(3), 124 (1), 133 (2), 135 (1), 148 (1), 151 (2), 166 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.60 (br. s., 3H, CH3 C11), 

1.68 (br. s., 3H, CH3 C7), 2.18 (dt, 3
JH4-H5=11.6, 3

JH4-H3=5.8 Hz, 2H, CH2 C4), 2.21 (t, 3
JH3-H4=5.8 Hz, 2H, 

CH2 C3), 4.25 (s, 2H, CH2 C1), 5.08 (dd, 3
JH10-H9=10.1, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (E) =CHH C10), 5.03 (tqq, 
3
JH5-H4=11.6, 4

JH5-H7/11=1.4 Hz, 1H, =CH C5), 5.19 (dd, 3
JH10-H9=16.7, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (Z) =CHH C10), 

5.96 (d, 3
JH8-H9=11.1 Hz, 1H, =CH C8), 6.66 (ddd, 3

JH9-H10=16.7, 3
JH9-H8=11.1, 3

JH9-H10=10.1 Hz, 1H, =CH 

C9). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 17.85 (q, C11), 25.80 (q, C7), 27.00 (t, C3), 35.42 

(t, C4), 60.65 (t, C1), 117.40 (t, C10), 123.92 (d, C5), 128.73 (d, C8), 132.17 (s, C6), 132.41 (d, C9), 

141.42 (s, C2).    

E-Yu.2 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (13), 40 (3), 41 (60), 42 (3), 43 (6), 50 (1), 51 (3), 52 (1), 

53 (8), 54 (2), 55 (9), 56 (1), 57 (1), 63 (1), 65 (5), 66 (2), 67 (14), 68 (4), 69 (100), 70 (10), 71 (1), 77 

(8), 78 (2), 79 (16), 80 (4), 81 (4), 82 (5), 83 (3), 84 (1), 85 (1), 91 (6), 92 (4), 93 (3), 94 (7), 95 (7), 96 

(4), 97 (4), 98 (1), 103 (1), 105 (5), 106 (1), 107 (2), 108 (2), 109 (3), 110 (2), 111 (1), 115 (1), 117 (1), 

119 (1), 120 (1), 123 (4), 124 (1), 133 (3), 135 (2), 148 (1), 151 (2), 166 (1, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.59 (br. s, 3H, CH3 C11), 1.67 

(d, 4
JH7-H5=1.4 Hz, 3H, CH3 C7), 2.11 (td, 3

JH4-H3=7.7, 3
JH4-H5=7.7 Hz, 2H, CH2 C4), 2.23 (t, 3

JH3-H4=7.7 Hz, 

2H, CH2 C3), 4.10 (s, 2H, CH2 C1), 5.10 (dd, 3
JH10-H9=10.1, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (E) =CHH C10), 5.11 

(tqq, 3
JH5-H4=7.7, 4

JH5-H7/11=1.4 Hz, 1H, =CH C5), 5.21 (dd, 3
JH10-H9=16.7, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (Z) =CHH 

C10), 6.08 (d, 3
JH8-H9=11.1 Hz, 1H, =CH C8), 6.60 (ddd, 3

JH9-H10=16.7, 3
JH9-H8=11.1, 3

JH9-H10=10.1 Hz, 1H, 

=CH C9).    
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13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 17.79 (q, C11), 25.79 (q, C7), 27.58 (t, C3), 28.78 

(t, C4), 66.87 (t, C1), 117.32 (t, C10), 123.83 (d, C5), 126.11 (d, C8), 132.54 (s, C6), 132.46 (d, C9), 

142.06 (s, C2). 

H.7.4.2 [2(8)EZ]-2-Allyliden-6-methylhept-5-enal   (Yu.3) 

Zur Bestimmung der Konfiguration der E/Z-Isomere wurde 

Filamentol mit PCC oxidiert. Dazu wurden 50 mg (0.30 mmol) EZ-

Yu.2 in 5 mL trockenem DCM gelöst, mit ca. 100 mg gepulvertem 

Molsieb 4 Å und anschließend bei -20 °C portionsweise mit 78 mg 

(0,36 mmol, 1.2 eq., 215.56 g/mol) PCC versetzt. Das zunehmend 

braunschwarze Reaktionsgemisch wurde über 30 min auf RT erwärmt, mit 10 mL Pentan 

verdünnt und über 2 g Silica filtriert. Die säulenchromatographische Reinigung an ca. 5 g Silica 

mit Pentan / Diethylether 30:1 als Laufmittel lieferte 21 mg (0,13 mmol,43%) EZ-2-Allyliden-6-
methylhept-5-enal Yu.3 als farbloses Öl. Beide Isomere konnten neben einer großen Mischfraktion 

mit einer für die NMR-Charakterisierung ausreichenden Reinheit erhalten werden. 

Zur Mikroderivatisierung durch DESS-MARTIN-Oxidation wurden ca. 5 mg (0.03 mmol) 

Filamentol (Yu.2) in 2 mL Dichlormethan / Triethylamin 10:1 bei 0 °C mit einer Spatelspitze 

DMP versetzt und bei RT 30 min gerührt. Anschließend wurde mit ges. NH4Cl-Lösung 

gewaschen, im Vakuum eingeengt, der Rückstand in Diethylether aufgenommen und über 

MgSO4 getrocknet. Das Rohprodukt wurde mittels GC/MS analysiert.  

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 

Isomerentrennung: α-Wert tr(2E):tr(2Z) = 0.384. 

Isomerenverhältnis (GC): (2E):(2Z) = temperatur- und reaktionszeitabhängig unterschiedlich starke 

Isomerisierung Zugunsten des E-Produkts (Elutionsreihenfolge, HP-5). 

E-Yu.3 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (17), 40 (3), 41 (59), 42 (3), 43 (3), 50 (2), 51 (4), 52 (2), 

53 (9), 54 (1), 55 (4), 57 (1), 59 (1), 62 (1), 63 (2), 64 (1), 65 (8), 66 (6), 67 (17), 68 (3), 69 (100), 70 

(6), 72 (1), 77 (9), 78 (3), 79 (13), 80 (4), 81 (4), 82 (7), 83 (1), 85 (2), 91 (9), 92 (2), 93 (9), 94 (3), 95 

(11), 96 (3), 103 (1), 104 (1), 105 (3), 106 (1), 107 (8), 108 (26), 109 (4), 115 (1), 116 (1), 117 (1), 119 

(1), 120 (1), 121 (9), 122 (6), 123 (2), 131 (4), 132 (1), 133 (1), 135 (1), 136 (3), 146 (1), 149 (2), 164 

(2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.48 (br. s, 3H, CH3 C11), 1.60 

(d, 4
JH7-H5=1.4 Hz, 3H, CH3 C7), 2.13 (td, 3

JH4-H3=7.7, 3
JH4-H5=7.4 Hz, 2H, CH2 C4), 2.36 (t, 3

JH3-H4=7.7 Hz, 

2H, CH2 C3), 5.08 (dd, 3
JH10-H9=10.0, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (E) =CHH C10), 5.12 (tqq, 3
JH5-H4=7.4, 4

JH5-

H7/11=1.4 Hz, 1H, =CH C5), 5.16 (ddd, 3
JH10-H9=16.8, 3

JH10-H10=1.5, 4
JH10-H8=0.8 Hz, 1H, (Z) =CHH C10), 

6.22 (d, 3
JH8-H9=11.2 Hz, 1H, =CH C8), 6.45 (ddd, 3

JH9-H10=16.8, 3
JH9-H8=11.2, 3

JH9-H10=10.0 Hz, 1H, =CH 

C9), 9.27 (s, 1H, CHO C1).   
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13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 17.63 (q, C11), 24.67 (t, C3), 25.77 (q, C7), 27.89 

(t, C4), 123.96 (d, C5), 125.00 (t, C10), 132.24 (d, C9), 132.48 (s, C6), 142.37 (s, C2), 147.70 (d, C8), 

193.82 (d, C1).   

Z-Yu.3 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (17), 40 (4), 41 (63), 42 (3), 43 (3), 50 (2), 51 (5), 52 (2), 

53 (10), 54 (2), 55 (5), 62 (1), 63 (2), 64 (1), 65 (8), 66 (6), 67 (21), 68 (3), 69 (100), 70 (6), 72 (1), 77 

(8), 78 (3), 79 (12), 80 (5), 81 (4), 82 (22), 83 (6), 84 (1), 85 (2), 91 (8), 92 (2), 93 (8), 94 (3), 95 (13), 

96 (3), 103 (1), 104 (1), 105 (3), 106 (1), 107 (6), 108 (23), 109 (3), 115 (1), 116 (1), 117 (1), 119 (1), 

120 (1), 121 (9), 122 (5), 123 (1), 131 (4), 133 (1), 135 (1), 136 (3), 146 (1), 149 (2), 164 (2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.50 (br. s, 3H, CH3 C11), 1.62 

(d, 4
JH7-H5=1.3 Hz, 3H, CH3 C7), 2.13 (td, 3

JH4-H3=7.7, 3
JH4-H5=7.7 Hz, 2H, CH2 C4), 2.26 (t, 3

JH3-H4=7.7 Hz, 

2H, CH2 C3), 4.98 (dd, 3
JH10-H9=9.9, 2

JH10-H10=1.5 Hz, 1H, (E) =CHH C10), 5.02 (dd, 3
JH10-H9=16.5, 2

JH10-

H10=1.5 Hz, 1H, (Z) =CHH C10), 5.12 (tqq, 3
JH5-H4=7.7, 4

JH5-H7/11=1.3 Hz, 1H, =CH C5), 6.40 (d, 3
JH8-

H9=11.7 Hz, 1H, =CH C8), 6.77 (ddd, 3
JH9-H10=16.5, 3

JH9-H8=11.7, 3
JH7-H5=9.9 Hz, 1H, =CH C9), 10.04 (s, 

1H, CHO C1).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 17.55 (q, C11), 25.78 (q, C7), 27.82 (t, C4), 30.92 

(t, C3), 123.73 (t, C10), 124.05 (d, C5), 130.09 (d, C9), 132.29 (s, C6), 139.66 (s, C2), 144.23 (d, C8), 

189.33 (d, C1).   

H.7.4.3 2-(4-Methylpent-3-en-1-yl)cyclopent-3-enon   (Yu.5) 

Nebenprodukt der Oxidation von 50 mg (0.30 mmol) (EZ)-

Filamentol (Yu.2) mit 119 mg (0.55 mmol, 1.8 eq.) PCC nach obiger 

Prozedur. Die säulenchromatographische Reinigung an Silica mit 

Pentan / Diethylether 30:1 als Laufmittel lieferte das Keton Yu.5 

(6 mg, 0.04 mmol) mit einer chemischen Reinheit von ca. 60% als Gemisch hauptsächlich mit E- 

und Z-Filamental (Yu.3). 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (10), 40 (2), 41 (28), 42 (2), 43 (1), 50 (1), 51 (3), 52 (2), 

53 (7), 54 (2), 55 (8), 56 (1), 63 (1), 65 (4), 66 (3), 67 (13), 68 (2), 69 (27), 70 (3), 77 (4), 78 (1), 79 (5), 

80 (2), 81 (3), 82 (100), 83 (33), 84 (2), 91 (3), 93 (2), 94 (1), 95 (8), 96 (2), 105 (1), 107 (1), 108 (1), 

121 (1), 149 (1), 164 (2, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.41-1.49 / 1.61-1.70 (2m, 

2H, CH2, C6), 1.50 (br.s, 1H, CH3, C11), 1.61 (br.s, 1H, CH3, C10), 1.98 (dtqq, 3
JH7-H8=7.7, 3

JH7-H6=7.3, 
5
JH7-H10/11=1.1, 1.1 Hz, 2H, C7), 2.48 (ddd, 4

JH5-H3=2.4, 3
JH5-H4=2.2, 4

JH5-H2=2.0 Hz, 1H, C5), 2.58 (ddddt, 
3
JH2-H6=7.9, 5.3, 4

JH2-H4=2.4, 3
JH2-H3=2.2, 4

JH2-H5=2.0 Hz, 1H, C2), 5.01-5.13 (m, 1H, C8), 5.66 (ddt, 3
JH4-

H3=7.2, 4JH4-H2=2.4, 3JH4-H5=2.2 Hz, 1H, C4), 5.74 (dtd, 3JH3-H4=7.2, 4JH3-H5=2.4, 3JH3-H2=2.2 Hz, 1H, C3).   

13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 18.02 (q, C11), 25.37 (t, C7), 26.06 (q, C10), 30.41 

(t, C6), 42.14 (t, C5), 51.12 (d, C2), 123.56 (d, C8), 127.19 (d, C4), 131.81 (s, C9), 133.15 (d, C3), 

216.33 (s, C1).   
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H.7.4.4 Unbekanntes Syntheseprodukt   (#408) 

Nebenprodukt der PCC-Oxidation von Filamentol (Yu.2). Die Verbindung konnte nicht mit für 

NMR-spektroskopische Untersuchungen ausreichender Reinheit gewonnen werden. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (16), 40 (6), 41 (18), 42 (3), 43 (3), 50 (2), 51 (5), 52 (3), 

53 (21), 54 (3), 55 (7), 56 (1), 62 (1), 63 (2), 64 (1), 65 (8), 66 (4), 67 (100), 68 (31), 69 (7), 77 (12), 78 

(3), 79 (20), 80 (4), 81 (5), 82 (2), 83 (1), 89 (1), 91 (18), 92 (3), 93 (17), 94 (3), 95 (26), 96 (7), 97 (1), 

103 (2), 104 (1), 105 (8), 106 (2), 107 (18), 108 (4), 109 (3), 115 (1), 116 (1), 117 (2), 119 (1), 120 (1), 

121 (21), 122 (5), 123 (3), 124 (1), 131 (4), 132 (1), 133 (1), 135 (7), 136 (4), 147 (1), 149 (64), 150 

(7), 163 (1), 164 (34, M+), 165 (4). 
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H.7.5 Unbekannter Naturstoff  Yu.D 

H.7.5.1 Offenkettige DMNT-Derivate 

H.7.5.1a (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrienal  (Yu.6) 

Zur allylischen Oxidation wurden 10 mg (0.067 mmol) synthetisches  

E-DMNT (Yu.4) in 2 mL Dichlormethan gelöst und ca. 2 mg (0.018 mmol, 

0.25 eq.) frisch sublimiertem SeO2 und 35 µL (0.256 mmol, 3.8 eq.) TBHP-Lsg 

70% in H2O zugefügt. Die Reaktionslösung wurde 48 h im Dunklen bei RT 

gerührt und anschließend mit 1 mL 5%iger aq. Salzsäure versetzt. Das 

Gemisch wurde zweimal mit je 4 mL Diethylether extrahiert und der Extrakt 

mit 3 mL ges. aq. NaHCO3-Lsg und 3 mL ges. aq. NaCl-Lsg. gewaschen, über MgSO4 getrocknet 

und über Kieselgel filtriert. Das Filtrat wurde eingeengt und mittels GC/MS untersucht. Das 

Rohprodukt enthielt ca. 5% des vermuteten α,β-ungesättigten Aldehyds als Gemisch zweier 

Isomere im Verhältnis 1:1. 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 

Z-Yu.6: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (29), 40 (5), 41 (37), 42 (2), 43 (3), 50 (2), 51 (7), 52 (4), 

53 (39), 54 (5), 55 (15), 56 (2), 63 (3), 65 (11), 66 (7), 67 (8), 68 (2), 69 (2), 77 (17), 78 (4), 79 (81), 80 

(9), 81 (100), 82 (15), 83 (2), 84 (3), 91 (12), 92 (2), 93 (8), 94 (9), 95 (8), 96 (6), 105 (4), 106 (8), 107 

(11), 108 (7), 109 (2), 115 (1), 120 (2), 121 (4), 122 (3), 123 (2), 131 (4), 134 (4), 135 (5), 136 (3), 149 

(5), 164 (4, M+). 

E-Yu.6: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (20), 40 (4), 41 (27), 42 (1), 43 (2), 50 (2), 51 (5), 52 (3), 

53 (28), 54 (4), 55 (11), 63 (2), 65 (8), 66 (5), 67 (5), 68 (1), 77 (12), 78 (2), 79 (59), 80 (6), 81 (100), 

82 (10), 83 (2), 84 (1), 91 (6), 93 (3), 94 (2), 95 (2), 105 (2), 106 (2), 107 (4), 108 (2), 121 (3), 122 (6), 

123 (1), 131 (2), 135 (3), 136 (1), 149 (11), 150 (1), 164 (3, M+). 

H.7.5.1b (2EZ,6E)-2,6-Dimethyl-2,6,8-nonatrien-1-ol   (Yu.7) 

Zur Darstellung des Allylalkohols Yu.7 wurden ca. 5 mg (0.13 mmol) NaBH4 

in ca. 2 mL THF / Methanol 20:1 gegeben und 20 min bei RT gerührt. 

Anschließend wurden ca. 50% des Rohprodukts der SeO2-Oxidation in 0.5 mL 

THF zugetropft. Nach 45 min wurde 1 mL ges. aq. NH4Cl-Lsg zugegeben und 

das Gemisch mit 2 mL Pentan / Diethylether 1:1 extrahiert. Die organische 

Phase wurde mit 2 mL ges. aq. NaHCO3-Lsg gewaschen, über MgSO4 

getrocknet und über Kieselgel filtriert. Das Rohprodukt enthielt ca. 10% des vermuteten EZ-

Allylalkohols (Isomerenverhältnis ca. 1:1, GC/MS-Analyse). 

M [C11H18O] = 166.26 g/mol. 

 

O

OH



H.7 Yucca spp. – Experimenteller Teil 

 

896 

Z-Yu.7: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (25), 40 (5), 41 (47), 42 (3), 43 (100), 44 (3), 45 (2), 50 (2), 

51 (6), 52 (3), 53 (23), 54 (4), 55 (15), 56 (3), 57 (12), 63 (2), 65 (10), 66 (5), 67 (35), 68 (5), 69 (6), 70 

(2), 71 (2), 77 (15), 78 (3), 79 (40), 80 (9), 81 (40), 82 (21), 83 (17), 84 (20), 85 (2), 91 (14), 92 (5), 93 

(15), 94 (5), 95 (3), 96 (1), 97 (2), 98 (3), 103 (1), 105 (8), 106 (5), 107 (16), 108 (11), 109 (3), 115 (1), 

117 (1), 119 (3), 120 (2), 123 (2), 133 (6), 135 (14), 136 (2), 148 (2), 166 (0.8, M+). 

E-Yu.7: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (24), 40 (5), 41 (46), 42 (3), 43 (100), 44 (3), 45 (2), 50 (2), 

51 (5), 52 (3), 53 (23), 54 (4), 55 (14), 56 (3), 57 (12), 63 (2), 65 (10), 66 (5), 67 (32), 68 (5), 69 (5), 70 

(2), 71 (1), 77 (14), 78 (3), 79 (39), 80 (8), 81 (54), 82 (24), 83 (39), 84 (28), 85 (3), 91 (12), 92 (3), 93 

(9), 94 (2), 95 (2), 98 (1), 105 (7), 106 (3), 107 (7), 108 (4), 109 (1), 115 (1), 117 (1), 119 (2), 120 (1), 

133 (5), 135 (6), 137 (1), 148 (1), 166 (0.3, M+). 

H.7.5.2 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) 

H.7.5.2a [2(7)EZ]-2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon  (Yu.8) 

Zur Bereitung einer LDA-Lösung wurden 646 mg (6,38 mmol, 4 eq.) über 

CaH2 destilliertes Diisopropylamin (DIPA) unter Argon-Atmosphäre in 20 mL 

trockenem THF vorgelegt, auf -70 °C gekühlt und tropfenweise mit 2 mL 

(3.2 mmol, 2 eq.) 1.6 N n-BuLi-Lösung in Hexan versetzt. Die Lösung wurde 

15 min. bei RT gerührt und anschließend erneut auf -70 °C abgekühlt. Dann 

wurden 206 mg (1.63 mmol) 2,2-Dimethylcyclohexanon (#416) in 3 mL THF 

zugetropft. Nach 30 min. bei -45 °C wurden 252 mg (4.50 mmol, 2.8 eq.) frisch destilliertes 

Acrolein (#398) in 3 mL THF zugegeben. Die Lösung wurde über 90 min. auf 0 °C erwärmt und 

anschließend mit 6 mL gesättigter wässriger NH4Cl-Lösung und 10 mL Pentan versetzt. Die 

organische Phase wurde abgetrennt, zweimal mit je 6 mL sat. aq. NH4Cl-Lösung, zweimal mit je 

6 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung und einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lösung gewaschen. Nach 

Trocknen über MgSO4 wurde über Kieselgel abfiltriert und das Rohprodukt 

säulenchromatographisch über Kieselgel mit Pentan / Diethylether 20:1 als Laufmittel gereinigt. 

Es wurden 40 mg (0.24 mmol, 15%) 2-Allyliden-6,6-dimethylcyclohexanon (Yu.8) als farbloses 

Öl erhalten. 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 
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E-Yu.8: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (22), 40 (7), 41 (26), 42 (3), 43 (3), 50 (3), 51 (8), 52 (8), 

53 (10), 54 (2), 55 (12), 56 (1), 62 (1), 63 (4), 64 (1), 65 (15), 66 (16), 67 (16), 68 (3), 69 (23), 70 (3), 

77 (24), 78 (7), 79 (51), 80 (10), 81 (7), 82 (3), 91 (17), 92 (3), 93 (55), 94 (13), 95 (16), 96 (2), 103 

(2), 105 (5), 106 (2), 107 (36), 108 (14), 109 (3), 115 (1), 119 (1), 121 (100), 122 (10), 131 (1), 135 

(1), 136 (68), 137 (7), 149 (3), 164 (7, M+). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.07 (s, 6H, 2×CH3 C10 C11), 1.34-

1.41 (m, 4H, 2×CH2 C4 C5), 2.21-2.27 (m, 2H, CH2 C3), 5.16 (dddt, 3
JH-H=10.0, 2

JH-H=1.8, 4
JH-H=0.8, 6

JH-

H=0.8 Hz, 1H, E-CH= C9), 5.27 (dddt, 3
JH-H=16.8, 2

JH-H=1.8, 4
JH-H=0.8, 6

JH-H=0.8 Hz, 1H, Z-CH= C9), 6.36 

(ddd, 3JH-H=16.8, 11.6, 10.0 Hz, 1H, CH= C8), 7.19 (dtt, 3JH-H=11.6, 2.2, 0.8 Hz, 1H, CH= C7).     

13C-NMR, HSQC, HMBC (151 MHz, C6D6): δ [ppm] = 19.84 (t, C4), 26.43 (q, C10 C11), 27.74 (t, C3), 

38.31 (t, C5), 43.68 (s, C6), 124.28 (t, C9), 132.07 (d, C5), 134.90 (d, C7) 135.93 (s, C2) 204.68 (s, 

C1). 

H.7.5.3 2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) 

H.7.5.3a Cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  (#419) 

Zur Umwandlung von Cyclopentanon (#418) in sein N,N-

Dimethylhydrazon wurden 991 mg (11.78 mmol,  eq.) frisch destilliertes 

Keton #418, 1.0 mL (780 mg, 12.98 mmol, 1.1 eq.) 1,1-Dimethylhydrazin und 

20 mg (0.12 mmol, 1%.) p-Toluolsulfonsäure in 20 mL Cyclohexan gelöst 

und 4 h unter Rückfluss am Wasserabscheider gekocht. Die überstehende gelbliche Lösung 

wurde von dem teerigen Bodensatz in 20 mL gesättigte wässrige NaHCO3-Lösung abpipettiert. 

Nach 10 min. Rühren wurde die organische Phase abgetrennt, dreimal mit je 6 mL sat. aq. 

NaHCO3-Lösung, einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. 

Das Rohprodukt wurde durch Destillation gereinigt. Es wurden 667 mg (5.29 mmol, 45%) 

Cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon (#419) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M [C7H14N2] = 126.20 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (18), 40 (6), 41 (18), 42 (36), 43 (60), 44 (52), 45 (11), 46 

(1), 50 (1), 51 (3), 52 (3), 53 (8), 54 (15), 55 (29), 56 (5), 57 (2), 58 (11), 59 (2), 65 (3), 66 (2), 67 (10), 

68 (5), 69 (4), 70 (6), 71 (2), 72 (1), 80 (4), 81 (2), 82 (68), 83 (12), 84 (15), 85 (2), 96 (1), 97 (10), 111 

(40), 112 (3), 125 (15), 126 (100, M+), 127 (9). 

1H-NMR (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.28-1.43 (m, 4H, 2×CH2 C3 C4), 2.21-2.27 (m, 4H, 2×CH2 C2 C5), 

2.48 (s, 6H, 2×CH3 C6 C7). 
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H.7.5.3b (EZ)-Isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon  (#421) 

Die Alkylierung und die Aldoladdition wurden als Eintopfreaktion 

durchgeführt. Dazu wurden zunächst 196 mg (1.55 mmol) Cyclopentanon-

N,N-dimethylhydrazon (#419) unter Argon-Atmosphäre in 20 mL trockenem 

THF gelöst und bei -80 °C mit 1.05 mL (1.68 mmol, 1.08 eq.) 1.6 N n-BuLi-

Lösung in Hexan deprotoniert. Nach Rühren bei -70 °C für 45 min. wurden 

199 mg (1.62 mmol, 1.05 eq.) frisch destilliertes Isopropylbromid (#420) in 2 mL THF langsam 

zugetropft. Nach Rühren für 16 h bei RT wurde die Folgestufe angeschlossen. 

M [C10H20N2] =168.28 g/mol. 

E-#421 (Spektrum von Z-#421 ist nahezu identisch, Z:E ca. 2:3): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (16), 40 (3), 41 (33), 42 (26), 43 (35), 44 (65), 45 (36), 46 (6), 51 

(3), 52 (3), 53 (10), 54 (14), 55 (36), 56 (5), 57 (2), 58 (9), 59 (6), 60 (3), 65 (7), 66 (4), 67 (13), 68 (4), 

69 (6), 70 (6), 71 (3), 77 (4), 79 (5), 80 (7), 81 (8), 82 (79), 83 (13), 84 (38), 85 (7), 86 (11), 91 (2), 93 

(2), 94 (7), 95 (4), 96 (6), 97 (4), 98 (2), 100 (2), 107 (1), 108 (5), 109 (5), 110 (8), 111 (10), 122 (2), 

123 (3), 124 (8), 125 (100), 126 (68), 127 (5), 153 (11), 154 (1), 168 (69, M+), 169 (8). 

Nebenprodukt: 2,5-Diisopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon 

M [C13H26N2] = 210.36 g/mol. 

Isomer 1 (Diastereoisomere gaschromatogr. getrennt, ca. 1:1, nahezu identische Spektren): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (3), 41 (43), 42 (24), 43 (45), 

44 (78), 45 (100), 46 (34), 51 (2), 52 (2), 53 (13), 54 (13), 55 (36), 56 (7), 

57 (5), 58 (10), 59 (6), 60 (3), 65 (7), 66 (4), 67 (16), 68 (9), 69 (19), 70 

(8), 71 (4), 72 (3), 77 (7), 78 (2), 79 (14), 80 (10), 81 (15), 82 (32), 83 

(28), 84 (10), 85 (15), 86 (25), 87 (2), 91 (7), 92 (1), 93 (5), 94 (10), 95 

(13), 96 (9), 97 (6), 98 (3), 99 (1), 100 (1), 105 (3), 106 (4), 107 (9), 108 

(16), 109 (12), 110 (5), 111 (2), 120 (3), 121 (2), 122 (22), 123 (13), 124 (26), 125 (12), 126 (13), 

127 (1), 135 (2), 136 (2), 137 (3), 138 (6), 139 (2), 150 (12), 151 (5), 152 (7), 153 (2), 164 (1), 165 

(2), 166 (10), 167 (35), 168 (28), 169 (3), 195 (15), 196 (2), 208 (2), 209 (2), 210 (73, M+), 211 

(11). 
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H.7.5.3c 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon (#422) 

Zur Aldol-Reaktion wurde die Reaktionslösung der Alkylierung 

auf -80 °C abgekühlt und enthaltenes 2-Isopropylcyclopentanon-N,N-

dimethylhydrazon (#421) durch Zugabe von 1.05 mL (1.68 mmol) 

1.6 N n-BuLi-Lösung in Hexan enolisiert. Nach 45 min bei dieser 

Temperatur wurden 97 mg (1.73 mmol, 1.1 eq. bzgl. #419) frisch 

destilliertes Acrolein (#398) in 2 mL THF zugetropft. Die Lösung wurde unter langsamem 

Erwärmen über Nacht gerührt und anschließend mit 6 mL gesättigter wässriger NH4Cl-Lösung 

versetzt. Das Gemisch wurde zweimal mit je 10 mL Pentan extrahiert und der Extrakt dreimal 

mit je 6 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung und einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lösung gewaschen. Nach 

Trocknen über MgSO4 wurde über ca. 2 g Kieselgel filtriert und eingeengt. Es wurde ein 

Hydrazon-Gemisch von Edukt #419, Monoalkylierungsprodukt #421, Dialkylierungsprodukt, 

Monoaldolprodukt und Zielverbindung #422 erhaltenen, das vor der nächsten Stufe nicht weiter 

aufgetrennt wurde. 

M [C13H24N2O] = 224.35 g/mol. 

Isomer 1 (2 gaschromatographisch getrennte Hauptisomere, ca. 3:4, nahezu identische Spektren): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (16), 40 (4), 41 (36), 42 (30), 43 (38), 44 (100), 45 (46), 46 

(47), 47 (1), 51 (3), 52 (3), 53 (16), 54 (20), 55 (54), 56 (11), 57 (16), 58 (8), 59 (8), 60 (2), 63 (1), 64 

(1), 65 (11), 66 (6), 67 (19), 68 (11), 69 (11), 70 (11), 71 (7), 72 (5), 77 (11), 78 (3), 79 (21), 80 (16), 

81 (38), 82 (78), 83 (48), 84 (22), 85 (6), 86 (8), 91 (11), 92 (5), 93 (7), 94 (13), 95 (11), 96 (13), 97 

(9), 98 (3), 100 (1), 103 (1), 105 (4), 106 (5), 107 (12), 108 (19), 109 (19), 110 (11), 111 (5), 112 (1), 

117 (3), 118 (9), 119 (8), 120 (10), 121 (4), 122 (10), 123 (12), 124 (39), 125 (38), 126 (34), 127 (3), 

132 (1), 133 (1), 134 (2), 135 (2), 136 (8), 137 (16), 138 (5), 139 (2), 146 (2), 147 (1), 148 (2), 149 (1), 

150 (2), 151 (2), 152 (4), 153 (8), 154 (3), 160 (1), 161 (2), 162 (6), 163 (3), 164 (3), 165 (1), 166 (1), 

167 (46), 168 (41), 169 (4), 178 (2), 179 (1), 180 (34), 181 (9), 182 (2), 196 (2), 197 (2), 205 (13), 206 

(8), 207 (2), 209 (3), 224 (13, M+), 225 (2). 

Nebenprodukt: 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)cyclopentanon-N,N-dimethylhydrazon 

M [C10H18N2O] = 182.27 g/mol. 

Isomer 1 (2 gaschromatogr. getrennte Hauptisomere, ca. 1:1, nahezu identische Spektren): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (13), 40 (3), 41 (16), 42 (23), 

43 (20), 44 (58), 45 (13), 46 (7), 50 (1), 51 (3), 52 (3), 53 (8), 54 (16), 55 

(43), 56 (8), 57 (6), 58 (5), 59 (4), 63 (1), 65 (7), 66 (4), 67 (9), 68 (4), 69 

(2), 70 (5), 71 (3), 77 (4), 78 (2), 79 (3), 80 (6), 81 (6), 82 (83), 83 (15), 

84 (29), 85 (2), 91 (3), 92 (2), 93 (2), 94 (2), 95 (2), 96 (3), 97 (2), 108 

(2), 109 (3), 110 (3), 111 (16), 112 (1), 117 (2), 118 (9), 119 (5), 120 

(11), 121 (2), 123 (2), 124 (1), 125 (100), 126 (51), 127 (4), 138 (1), 155 

(1), 163 (12), 164 (6), 182 (13, M+), 183 (2). 
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H.7.5.3d 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)-5-isopropylcyclopentanon (#424) 

Zur Hydrolyse der Hydrazone wurde das nach der Aldol-Reaktion 

erhaltene Rohprodukt in 30 mL Pentan / THF 5:1 gelöst und im 2-

Phasen-System mit 20 mL gesättigter wässriger NH4Cl-Lösung und 

1 mL 1N wässriger Salzsäure für 12 h gerührt. Die Phasen wurden 

getrennt, und die organische Phase wurde dreimal mit je 6 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung und 

einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lösung gewaschen. Die Lösung wurde MgSO4 getrocknet, über 

Silica filtriert und eingeengt. 

M [C11H18O2] = 182.26 g/mol. 

Isomer 1 (drei gaschromatographisch getrennte Isomere, ca. 20:1:2, mit identischen Spektren): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (1), 38 (2), 39 (22), 40 (5), 41 (32), 42 (9), 43 (13), 44 (1), 50 (2), 

51 (4), 52 (2), 53 (11), 54 (5), 55 (73), 56 (20), 57 (23), 58 (1), 63 (1), 65 (5), 66 (7), 67 (16), 68 (4), 69 

(22), 70 (12), 71 (2), 77 (6), 78 (2), 79 (12), 80 (11), 81 (22), 82 (30), 83 (81), 84 (100), 85 (7), 87 (24), 

88 (1), 91 (4), 93 (6), 94 (3), 95 (5), 96 (3), 97 (4), 99 (1), 102 (6), 107 (4), 108 (1), 109 (3), 111 (9), 

112 (2), 121 (5), 122 (14), 123 (2), 125 (8), 126 (44), 127 (4), 136 (2), 139 (3), 140 (2), 164 (2), 182 

(1, M+). 

Nebenprodukt: 2-Isopropylcyclopentanon 

M [C8H14O] = 126.20 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (17), 40 (3), 41 (23), 42 (10), 43 (7), 

50 (2), 51 (3), 52 (1), 53 (7), 54 (4), 55 (50), 56 (17), 57 (2), 65 (2), 66 (1), 67 

(10), 68 (2), 69 (20), 70 (10), 77 (1), 79 (2), 81 (2), 82 (18), 83 (33), 84 (100), 85 

(6), 93 (2), 97 (3), 111 (9), 126 (17, M+), 127 (2). 

Nebenprodukt: 2,5-Diisopropylcyclopentanon 

M [C11H20O] = 168.28 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (20), 40 (4), 41 (48), 42 (11), 

43 (21), 50 (1), 51 (2), 52 (2), 53 (12), 54 (5), 55 (83), 56 (30), 57 (9), 59 

(2), 65 (3), 66 (2), 67 (14), 68 (5), 69 (61), 70 (24), 71 (6), 72 (2), 77 (4), 

79 (5), 80 (1), 81 (7), 82 (60), 83 (54), 84 (79), 85 (7), 91 (2), 93 (2), 95 

(8), 96 (2), 97 (13), 98 (3), 107 (8), 108 (1), 109 (4), 110 (1), 111 (5), 123 

(1), 124 (3), 125 (21), 126 (100), 127 (9), 135 (2), 153 (7), 168 (33, M+), 

169 (5). 
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Nebenprodukt: 2-(1-Hydroxy-2-propenyl)cyclopentanon 

M [C8H12O2] = 140.18 g/mol. 

Isomer 1 (Diastereoisomer gaschromatographisch getrennt, nahezu identische Spektren): 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (2), 38 (4), 39 (21), 40 (4), 41 (19), 42 

(9), 43 (6), 50 (3), 51 (5), 52 (2), 53 (9), 54 (5), 55 (61), 56 (25), 57 (26), 58 

(1), 63 (2), 65 (6), 66 (11), 67 (12), 68 (2), 69 (5), 70 (1), 77 (4), 78 (1), 79 

(21), 80 (19), 81 (7), 82 (3), 83 (62), 84 (100), 85 (7), 91 (2), 93 (2), 94 (4), 

95 (4), 97 (2), 111 (4), 121 (5), 122 (8), 140 (0.6, M+). 

H.7.5.3e [2(6)EZ]-2-Allyliden-5-isopropylcyclopentanon (Yu.9) 

Zur Komplettierung der Eliminierung wurde das Keton-Aldol-

Gemisch unter Argon-Atmosphäre in 10 mL trockenem 

Dichlormethan gelöst. Bei -40 °C wurden erst 0.9 mL (657 mg, 

6.5 mmol) frisch destilliertes Triethylamin und anschließend 120 µL 

(177 mg, 1.54 mmol, 1 eq.) Mesylchlorid in 2 mL trockenen DCM 

zugetropft. Nach langsamem Erwärmen auf RT über 2 h wurde die dunkelorange Lösung für 

10 min mit 5 mL gesättigter wässriger NH4Cl-Lösung gerührt und anschließend zweimal mit je 

10 mL Pentan extrahiert. Die vereinten Extrakte wurden dreimal mit je 6 mL sat. aq. NH4Cl-

Lösung, zweimal mit je 6 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung und einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und über Kieselgel filtriert. Nach 

säulenchromatographischer Fraktionierung über Kieselgel mit Pentan / Diethylether 20:1 als 

Laufmittel wurden 3 mg (0.02 mmol, 3% über 5 Stufen) [2(6)EZ]-2-Allyliden-5-isopropyl-

cyclopentanon (Yu.9) als farbloses Öl erhalten. 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 

E-Yu.9: 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (4), 41 (11), 43 (3), 50 (1), 51 (4), 52 (3), 53 (5), 55 (8), 

63 (2), 65 (11), 66 (31), 67 (7), 69 (6), 77 (14), 78 (4), 79 (27), 80 (6), 81 (2), 91 (12), 92 (2), 93 (11), 

94 (10), 95 (4), 103 (1), 105 (2), 107 (15), 108 (2), 119 (1), 120 (1), 121 (14), 122 (100), 123 (9), 149 

(2), 164 (5). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.80 / 0.94 (2d, 3
JH-H=6.8 / 6.8 Hz, 6H, 

2×CH3 C10 C11), 1.21-1.30 / 1.47-1.58 (2m, 2H, CH2 C4), 1.85 (ddd, 3
JH-H=10.8, 8.7, 5.3 Hz, 1H, CH 

C5), 1.93-2.04 (m, 1H, CH2 C3), 2.17 (sptd, 3
JH-H=6.8, 1.8 Hz, 1H, CH C9), 2.30 (br.dd, 3

JH-H=17.3, 8.2 

Hz, 1H, CH2 C3), 5.19 (dddt, 3
JH-H=10.1, 2

JH-H=1.6, 4
JH-H=0.9, 6

JH-H=0.9 Hz, 1H, E-CH= C8), 5.26 (dd, 3
JH-

H=16.9, 2
JH-H=1.6, 4

JH-H=0.9, 6
JH-H=0.9 Hz, 1H, Z-CH= C8), 6.24 (dddd, 3

JH-H=16.9, 11.4, 10.1, 5
JH-H=0.5 

Hz, 1H, CH= C7), 7.09 (dtt, 3JH-H=11.4, 4JH-H=2.3, 0.9 Hz, 1H, CH= C6). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 18.79 / 21.07 (2q, C10 C11), 22.19 (t, C4), 25.25 

(t, C3), 28.06 (d, C9), 55.15 (d, C5),125.35 (t, C8), 130.51 (d, C7), 133.41 (d, C6), 138.80 (s, C2). 
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Nebenprodukt: [2(6)EZ]-2-Allylidencyclopentanon 

M [C8H10O] = 122.17 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (2), 38 (5), 39 (31), 40 (15), 41 (6), 42 

(3), 43 (1), 50 (7), 51 (12), 52 (8), 53 (7), 54 (2), 55 (4), 61 (2), 62 (5), 63 

(10), 64 (3), 65 (29), 66 (100), 67 (8), 74 (2), 77 (26), 78 (6), 79 (94), 80 

(24), 81 (2), 91 (13), 92 (2), 93 (11), 94 (12), 95 (3), 107 (5), 121 (53), 122 

(96, M+), 123 (8). 

H.7.5.4 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) 

H.7.5.4a 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en („Cyclo-DMNT“)   (#427) 

Die Synthese von 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (#427) erfolgte 

durch WITTIG-Methylenierung von Cyclocitral (#425). Dazu wurden 3.95 g 

(11.06 mmol, 1.7 eq.) Methyltriphenylphosphoniumbromid (#426) unter 

Argon-Atmosphäre in 50 mL trockenem THF gelöst und bei -40 °C durch 

langsame Zugabe von 6.5 mL (10.4 mmol, 1.6 eq.) 1.6 N n-BuLi-Lösung in 

Hexan deprotoniert. Die Lösung des Ylens wurde über 1 h auf RT erwärmt und danach bei -40 °C 

mit 1.01 mg (6,63 mmol) frisch destilliertem Aldehyd Yu.9 in 5 mL trockenem THF versetzt. Die 

Reaktionslösung wurde über Nacht bei RT gerührt und anschließend durch Zugabe von ca. 

0.1 mL sat. aq. NH4Cl-Lösung gequencht. Das Gemisch wurde über MgSO4 getrocknet und das 

Lösungsmittel im Vakuum fast vollständig entfernt. Der Rückstand wurde in 5 mL Pentan 

aufgenommen und über Kieselgel filtriert. Durch Destillation bei 400 mbar wurden 677 mg 

(4.51 mmol, 68%) 1,3,3-Trimethyl-2-vinylcyclohex-1-en (#427, „Cyclo-DMNT“) als farbloses Öl 

erhalten. 

M [C11H18] = 150.26 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (2), 41 (14), 43 (4), 50 (1), 51 (5), 52 (2), 53 (8), 55 (10), 

57 (1), 63 (3), 65 (9), 66 (2), 67 (7), 69 (4), 77 (21), 78 (5), 79 (35), 80 (3), 81 (6), 91 (35), 92 (4), 93 

(43), 94 (11), 95 (2), 103 (3), 104 (1), 105 (14), 106 (4), 107 (50), 108 (5), 115 (3), 117 (3), 119 (4), 

120 (2), 121 (5), 122 (2), 123 (1), 135 (100), 136 (11), 150 (27, M+), 151 (3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 1.06 (s, 6H, 2×CH3 C10 C11), 1.41-

1.45 (m, 2H, CH2 C4), 1.51-1.58 (m, 2H, CH2 C5), 1.72 (dt, 5
JH-H=1.0, 4

JH-H=0.9 Hz, 3H, CH3 C9), 1.90 

(tdq, 3
JH-H=6.4, 5

JH-H=1.9, 4
JH-H=0.9 Hz, 2H, CH2 C6), 5.02 (dd, 3

JH-H=17.6, 2
JH-H=2.8 Hz, 1H, Z-CH= C8), 

5.24 (dd, 3
JH-H=11.1, 2

JH-H=2.8 Hz, 1H, E-CH= C8), 6.24 (ddtq, 3
JH-H=17.6, 11.1, 5

JH-H=1.9, 1.0 Hz, 1H, 

CH= C7). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 19.31 (t, C5), 21.20 (q, C9), 28.48 (q, C10 C11), 

32.54 (t, C6), 33.60 (s, C3), 39.40 (t, C4), 117.86 (t, C8), 128.17 (s, C1), 135.51 (d, C7), 138.27 (s, C2). 
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H.7.5.4b 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd  (Yu.10) 

Mehrere Reaktionsansätze, exemplarische Versuchsbeschreibung: 

Zur allylischen Oxidation wurden 168 mg (1.12 mmol) Cyclo-DMNT (#427) mit 266 mg 

(2.40 mmol, 2.1 eq.) frisch über HNO3 sublimiertes Selendioxid in 12 mL Dioxan / Wasser 5:1 

gelöst und im Dunklen bei RT 48 h gerührt. Anschließend wurde das orange Gemisch mit 10 mL 

sat. aq. NaHCO3-Lösung versetzt und dreimal mit je 6 mL Diethylether extrahiert. Die 

vereinigten Extrakte wurden über MgSO4 getrocknet, über Kieselgel filtriert und eingeengt.  

H.7.5.4c 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-yl)methanol  (#431) 

Ein nicht isoliertes Nebenprodukt (1.7% im Rohprodukt, GC) ist vermutlich der 

korrespondierende Allylalkohol (#431). 

M [C11H18O] = 166.26 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (36), 40 (6), 41 (53), 42 (5), 43 (20), 44 

(1), 50 (5), 51 (20), 52 (9), 53 (26), 54 (4), 55 (46), 56 (4), 57 (14), 58 (2), 59 (3), 

62 (2), 63 (10), 64 (4), 65 (26), 66 (8), 67 (49), 68 (8), 69 (32), 70 (9), 71 (5), 75 

(2), 77 (62), 78 (20), 79 (70), 80 (15), 81 (79), 82 (13), 83 (9), 84 (5), 85 (2), 89 (4), 

91 (100), 92 (26), 93 (67), 94 (13), 95 (65), 96 (14), 97 (12), 98 (3), 102 (3), 103 

(10), 104 (6), 105 (86), 106 (13), 107 (81), 108 (14), 109 (40), 110 (18), 111 (5), 

115 (15), 116 (6), 117 (14), 118 (4), 119 (14), 120 (6), 121 (16), 122 (17), 123 

(49), 124 (9), 125 (3), 128 (2), 129 (2), 131 (8), 132 (3), 133 (85), 134 (12), 135 (18), 136 (6), 137 

(51), 138 (12), 148 (16), 149 (5), 150 (4), 151 (84), 152 (12), 164 (4), 165 (2), 166 (40, M+), 167 (5). 

H.7.5.4d 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran  (#428) 

Durch säulenchromatographische Fraktionierung über Kieselgel mit 

Pentan / Diethylether 10:1 als Laufmittel konnten aus ca. 85 mg Rohprodukt ca. 

5 mg (0.03 mmol) 4,4,7a-Trimethyl-2,4,5,6,7,7a-hexahydrobenzofuran (#428) als 

farblose Flüssigkeit isoliert werden. 

M [C11H18O] = 166.26 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (1), 41 (10), 42 (1), 43 (21), 51 (3), 52 (1), 53 (6), 55 (7), 

63 (1), 65 (4), 66 (2), 67 (8), 69 (4), 77 (9), 78 (2), 79 (11), 80 (2), 81 (22), 82 (2), 83 (2), 91 (9), 92 (1), 

93 (7), 94 (1), 95 (16), 96 (3), 97 (18), 98 (1), 105 (5), 107 (9), 108 (2), 109 (16), 110 (5), 121 (1), 123 

(10), 124 (2), 133 (6), 151 (100), 152 (11), 166 (13, M+), 167 (2). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.95 / 1.05 (2s, 6H,2×CH3 C9 C10), 

1.04-1.10 (m, 1H, CHH C5), 1.23-1.30 (m, 1H, CHH C7), 1.37-1.44 (m, 2H, CH2 C6), 1.42 (d, 5
JH-H=0.7 

Hz, 3H, CH3 C8), 1.59-1.66 (m, 1H, CHH C5), 1.95 (br.d, 3
JH-H=12.1 Hz, 1H, CHH C7), 4.45 /4.55 (2dd, 

2
JH-H=12.3, 3JH-H=2.0 / 1.3 Hz, 2H, CH2 C2), 5.09 (br.dd, 3JH-H=2.0, 1.3 Hz, 1H, CH= C3). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 20.39 (t, C6), 25.72 (q, C8), 25.93 / 30.80 (2q, C9 

C10), 34.55 (s, C4), 41.51 (t, C7), 41.64 (t, C5), 71.75 (t, C2), 87.22 (s, C7a), 116.81 (d, C3), 153.11 (s, 

C3a). 
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H.7.5.4e 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on   (#430) 

Zur Oxidation der vermuteten Allylalkohole wurden 95 mg Rohprodukt 

der SeO2-Oxidation in 12 mL trockenem DCM gelöst und mit ca. 0.5 g 

gepulvertem Molsieb 4 Å versetzt. Anschließend wurden bei -20 °C 

portionsweise 252 mg (0.67 mmol) PDC zugegeben. Das Gemisch wurde 

über 2.5 h bis zum Erreichen von 0 °C gerührt. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel im Vakuum weitgehend entfernt, der Rückstand mit 10 mL Pentan / Diethylether 

1:1 aufgenommen und diese Suspension über 1 g Silica filtriert. Das Produktgemisch wurde 

säulenchromatographisch über Kieselgel mit Pentan / Diethylether (Gradient 20:1 bis 10:1) als 

Laufmittel fraktioniert. Dadurch konnten 11 mg (0.07 mmol) 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-

en-1-on (#430) isoliert werden. 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (20), 40 (5), 41 (17), 42 (3), 43 (4), 50 (3), 51 (8), 52 (4), 

53 (12), 54 (1), 55 (12), 56 (3), 62 (2), 63 (6), 64 (2), 65 (16), 66 (7), 67 (8), 69 (3), 77 (31), 78 (7), 79 

(30), 80 (6), 81 (4), 89 (1), 90 (2), 91 (48), 92 (6), 93 (65), 94 (7), 95 (2), 103 (4), 104 (1), 105 (20), 

106 (4), 107 (100), 108 (53), 109 (8), 115 (2), 116 (1), 117 (1), 119 (5), 120 (1), 121 (50), 122 (12), 

123 (4), 131 (5), 133 (2), 135 (6), 136 (9), 137 (1), 149 (24), 150 (3), 163 (4), 164 (53, M+), 165 (6). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (600 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.80 (s, 6H, 2×CH3 C10 C11), 1.37-

1.41 (m, 2H, CH2 C5), 1.97 (d, 5
JH-H=1.1 Hz, 3H, CH3 C9), 2.28-2.32 (m, 2H, CH2 C6), 4.87 (dd, 3

JH-

H=17.8, 2
JH-H=2.0 Hz, 1H, Z-CH= C8), 5.12 (dd, 3

JH-H=11.7, 2
JH-H=2.0 Hz, 1H, E-CH= C8), 5.96 (ddq, 5

JH-

H=17.65, 11.74, 3JH-H=1.1, Hz, 1H, CH= C7). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 13.69 (q, C9), 27.07 (9, C10 C11), 34.56 (t, C6), 

34.97 (s, C4), 37.44 (t, C5), 120.20 (t, C8), 130.28 (s, C2), 134.29 (d, C7), 159.54 (s, C3), 197.36 (s, 

C1). 

H.7.5.4f 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd  (Yu.10) 

Eine weitere Charge des SeO2-Oxidations-Rohprodukts (91 mg) wurde 

ohne weitere Reinigung in 10 mL trockenem DCM gelöst und bei -20 °C 

portionsweise mit 275 mg (0.65 mmol) DMP versetzt. Nach Erwärmen auf RT 

über 45 min. wurden 5 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung zugegeben. Das Gemisch 

wurde eingeengt und dreimal mit je 5 mL Pentan / Diethylether 1:1 extrahiert. 

Die vereinten Extrakte wurden über MgSO4 getrocknet, filtriert und 

eingeengt.  

Eines der Nebenprodukte (1.5% im Rohprodukt, GC) wurde anhand seines Massenspektrums 

der Zielverbindung 3,3-Dimethyl-2-vinylcyclohex-1-en-1-carbaldehyd (Yu.10) zugeordnet. 

M [C11H16O] = 164.25 g/mol. 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (3), 39 (29), 40 (5), 41 (31), 42 (3), 43 (11), 50 (6), 51 (18), 52 (9), 

53 (19), 54 (3), 55 (21), 56 (3), 57 (1), 58 (1), 59 (1), 62 (3), 63 (9), 64 (4), 65 (22), 66 (8), 67 (18), 68 

(3), 69 (10), 70 (2), 71 (5), 74 (2), 75 (2), 76 (2), 77 (51), 78 (13), 79 (63), 80 (21), 81 (22), 82 (5), 83 

(4), 84 (1), 87 (1), 89 (3), 90 (2), 91 (76), 92 (12), 93 (97), 94 (24), 95 (29), 96 (6), 97 (2), 98 (2), 102 

(2), 103 (10), 104 (4), 105 (32), 106 (7), 107 (71), 108 (66), 109 (14), 110 (1), 111 (2), 113 (2), 115 

(9), 116 (5), 117 (4), 118 (2), 119 (11), 120 (7), 121 (83), 122 (17), 123 (3), 124 (1), 125 (2), 127 (1), 

128 (1), 129 (3), 130 (1), 131 (17), 132 (3), 133 (12), 134 (3), 135 (11), 136 (17), 137 (3), 145 (2), 146 

(2), 147 (4), 148 (10), 149 (98), 150 (11), 162 (2), 163 (40), 164 (100, M+), 165 (13), 166 (1). 

H.7.5.4g Dihydroactinidiolid (#432) 

(4,4,7a-Trimethyl-5,6,7,7a-tetrahydro-(4H)-benzofuran-2-on) 

Frisch sublimiertes SeO2 (15 mg, 0.14 mmol, 0.2 eq.) wurde in 7 mL DCM 

gelöst und mit 0.75 g SiO2 versetzt. Die Suspension wurde 10 min bei RT gerührt. 

Anschließend wurden 0.4 mL (2.92 mmol, 4 eq.) TBHP 70% aq. in 5 mL DCM 

gelöst, über MgSO4 getrocknet, filtriert und zugetropft. Das Gemisch wurde auf -

20 °C gekühlt, mit 100 mg (0.67 mmol) Cyclo-DMNT in 2 mL DCM versetzt und 

bei RT 16 h gerührt. Anschließend wurden 5 mL 5%iger aq. Salzsäure zugegeben. 

Nach 5 min Rühren wurde die organische Phase abgetrennt, dreimal mit je 5 mL sat. aq. 

NaHCO3-Lösung und einmal mit 5 mL sat. aq. NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet, 

filtriert und eingeengt. Durch säulenchromatographische Fraktionierung über Kieselgel mit 

Pentan / Diethylether 10:1 als Laufmittel konnten 6 mg (0.03 mmol) Dihydroactinidiolid (4,4,7a-

Trimethyl-5,6,7,7a-tetrahydro-(4H)-benzofuran-2-on) (#432) isoliert werden.  

M [C11H16O2] = 180.25 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (15), 40 (4), 41 (18), 42 (3), 43 (35), 44 (1), 50 (3), 51 (8), 

52 (4), 53 (9), 55 (8), 63 (3), 65 (9), 66 (5), 67 (33), 68 (3), 69 (9), 70 (1), 77 (13), 78 (3), 79 (15), 80 

(3), 81 (13), 82 (3), 83 (4), 91 (10), 92 (1), 93 (9), 94 (4), 95 (18), 96 (5), 97 (1), 105 (3), 107 (5), 108 

(2), 109 (60), 110 (26), 111 (100), 112 (8), 119 (3), 121 (5), 122 (4), 123 (6), 124 (16), 125 (2), 135 

(2), 136 (1), 137 (54), 138 (7), 152 (16), 153 (2), 165 (7), 180 (26, M+), 181 (3). 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.64 / 073 (2s, 6H, 2×CH3 C9 C10), 

0.64-0.72 (m, 1H, CHH C5), 1.01-1.08 (m, 4H, CHH C5, CH2 C6, CHH C7), 1.10 (s, 3H, CH3 C8), 1.73-

1.78 (m, 1H, CHH C7), 5.36 (s, 1H, CH= C3).  

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 19.95 (t, C6), 24.23 / 24.68 (2q, C9 C10), 29.87 (q, 

C8), 36.15 (s, C4), 40.44 / 41.69 (2t, C5 C7), 86.19 (s, C7a), 113.53 (d, C3), 171.01 (s, C2), 180.64 (s, 

C3a). 
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H.7.5.4h 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-ol   (#429) 

Zur Überprüfung der Identität von 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-

2-en-1-ol (#429) wurde 2,4,4-Trimethyl-3-vinylcyclohex-2-en-1-on 

(#430) reduziert. Dazu wurden ca. 5 mg (0.03 mmol) Keton #430 in 2 mL 

trockenem DCM gelöst und bei -20 °C ca. 80 µL (0.1 mmol, 3 eq.) 1.2M 

DIBAlH in Toluol zugetropft. Die Reaktionslösung wurde 2 h bei RT 

gerührt und anschließend mit 2 mL sat. aq. NaHCO3-Lösung versetzt und zweimal mit je 4 mL 

Pentan / Diethylether 1:1 extrahiert. Der Extrakt wurde über MgSO4 getrocknet, über Kieselgel 

filtriert und mittels GC/MS analysiert. 

M [C11H18O] = 166.26 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (16), 40 (3), 41 (20), 42 (2), 43 (23), 44 (1), 45 (1), 50 (2), 51 (7), 

52 (3), 53 (12), 54 (2), 55 (16), 56 (2), 57 (4), 62 (1), 63 (4), 64 (1), 65 (12), 66 (5), 67 (25), 68 (3), 69 

(6), 71 (2), 77 (23), 78 (5), 79 (21), 80 (3), 81 (21), 82 (4), 83 (3), 89 (1), 91 (33), 92 (6), 93 (15), 94 

(3), 95 (100), 96 (8), 97 (2), 103 (4), 104 (1), 105 (18), 106 (3), 107 (18), 108 (4), 109 (46), 110 (84), 

111 (7), 115 (7), 116 (2), 117 (6), 118 (2), 119 (4), 121 (5), 122 (2), 123 (22), 124 (3), 131 (3), 133 

(19), 134 (2), 135 (2), 136 (2), 137 (6), 138 (1), 148 (4), 149 (1), 151 (41), 152 (4), 166 (17, M+), 167 

(2). 

HO
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H.7.6 Acetogenine Kohlenwasserstoffe 

H.7.6.1 n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid   (#360) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 1.435 g (11.76 mmol, 

207.15 g/mol) frisch destilliertes 1-Bromnonan (#359) und 3.084 g 

(11.76 mmol, 262.28 g/mol) Triphenylphosphin in 15 mL trockenem 

Toluol gelöst und 3 d zum Sieden erhitzt. Anschließend wurde die leicht trübe Lösung im 

Vakuum eingeengt. Der zähflüssige Rückstand wurde durch fünfmaliges Rühren mit jeweils 

10 mL Diethylether und Abdekantieren des Überstandes gewaschen und danach im Vakuum 

getrocknet. Es wurden 5.365 g (11.43 mmol, 97%) n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid (#360) 

als klebriger weißer Feststoff erhalten. Das Produkt wurde ohne weitere Charakterisierung für 

die WITTIG-Olefinierungen eingesetzt. 

M [C27H33PBr] = 469.44 g/mol 

M [C27H33P+] = 388.53 g/mol 

H.7.6.2 (8Z)-Heptadecen   (Z-Yu.12) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 327 mg (0.70 mmol, 

469.44 g/mol) n-Nonyltriphenylphosphoniumbromid (#360) in 

10 mL trockenem THF gelöst und bei -40 °C durch Zutropfen 

von 0.5 mL (0.8 mmol 1.1 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung in 

Hexan deprotoniert. Die orange Lösung wurde 30 min bei -40 °C und dann 30 min bei RT 

gerührt. Anschließend wurde auf -60 °C abgekühlt und eine Lösung von 89 mg (0.70 mmol, 1 eq., 

128.21 g/mol) n-Octanal (#439) in 1 mL THF zugetropft. Die hellgelbe Reaktionslösung wurde 

unter Erwärmen auf RT 10 h gerührt. Anschließend wurde eine Spatelspitze Magnesiumsulfat 

Hydrat zugegeben und das Lösungsmittel entfernt. Der Rückstand wurde in Pentan 

aufgenommen und das Rohprodukt durch Säulenfiltration über ca. 2 g Kieselgel gereinigt. Es 

wurden 128 mg (0.54 mmol, 77%) (8Z)-Heptadecen (Z-Yu.12) als farbloses Öl erhalten. 

M [C17H34] = 238.46 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (12), 40 (3), 41 (70), 42 (13), 43 (67), 44 (2), 53 (9), 54 (27), 55 

(98), 56 (53), 57 (64), 58 (3), 65 (4), 66 (3), 67 (32), 68 (16), 69 (95), 70 (61), 71 (33), 72 (2), 77 (3), 

79 (7), 80 (2), 81 (16), 82 (24), 83 (100), 84 (40), 85 (22), 86 (1), 91 (1), 95 (7), 96 (15), 97 (91), 98 

(25), 99 (5), 109 (3), 110 (8), 111 (50), 112 (16), 113 (3), 123 (1), 124 (4), 125 (21), 126 (9), 127 (1), 

138 (2), 139 (6), 140 (5), 152 (1), 153 (2), 154 (3), 168 (2), 182 (1), 210 (2), 238 (32, M+), 239 (6).  

Z-Yu.12 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (br.t, 3

JH-H=6.5 Hz, 6H, 

2×CH3 C1 C17), 1.21-1.38 (m, 22H, 11×CH2 C2-C6 C11-16), 1.98-2.05 (m, 4H, 2×CH2 C7 C10), 5.33-

5.37 (m, 2H, 2×=CH C8 C9). 
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13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.27 (q, C1 C17), 22.84 (t, C2 C16), 27.37 (t, C7 

C10), 29.39 / 29.48 / 29.68 / 29.94 (4t, C4-C6 C11-14) 32.07 (t, C3 C15), 130.05 (d, C8 C9). 

E-Yu.12 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.89 (br.t, 3

JH-H=6.5 Hz, 6H, 

2×CH3 C1 C17), 1.21-1.38 (m, 22H, 11×CH2 C2-C6 C11-16), 1.92-1.99 (m, 4H, 2×CH2 C7 C10), 5.36-

5.40 (m, 2H, 2×=CH C8 C9). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.24 (q, C1 C17), 22.82 (t, C2 C16), 29.36 / 

29.44 / 29.49 / 29.82 (4t, C4-C6 C11-14), 32.05 (s, C3 C15), 32.78 (t, C7 C10), 130.51 (d, C8 C9). 

H.7.6.3 (9Z)-Nonadecen    (Z-Yu.14) 

Die Darstellung von (9Z)-Nonadecen (Z-Yu.14) erfolgte 

analog der Synthese von (Z-Yu.12) ausgehend von 288 mg 

(0.61 mmol, 469.44 g/mol) n-Nonyltriphenyl-

phosphoniumbromid (#360) durch Zutropfen von 0.45 mL 

(0.72 mmol 1.2 eq.) 1.6 N n-Butyllithium-Lösung und Olefinierung mit 96 mg (0.61 mmol, 1 eq., 

156.27 g/mol) n-Decanal (#440). Es wurden 74 mg (0.28 mmol, 46%) (9Z)-Nonadecen (Z-Yu.14) 

als farbloses Öl erhalten. 

M [C19H38] = 266.51 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (65), 42 (11), 43 (66), 44 (2), 53 (7), 54 (25), 55 

(90), 56 (45), 57 (71), 58 (3), 65 (3), 66 (3), 67 (31), 68 (16), 69 (87), 70 (54), 71 (39), 72 (2), 77 (3), 

79 (7), 80 (2), 81 (17), 82 (26), 83 (100), 84 (36), 85 (25), 86 (2), 91 (1), 93 (1), 95 (8), 96 (17), 97 

(95), 98 (24), 99 (6), 109 (3), 110 (8), 111 (52), 112 (16), 113 (4), 123 (2), 124 (5), 125 (24), 126 (10), 

127 (2), 137 (1), 138 (3), 139 (8), 140 (6), 141 (1), 152 (2), 153 (3), 154 (4), 166 (1), 167 (2), 168 (3), 

182 (1), 238 (2), 266 (23, M+). 

Z-Yu.14 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (br.t, 3

JH-H=6.5 Hz, 6H, 

2×CH3 C1 C19), 1.21-1.39 (m, 26H, 13×CH2 C2-C7 C12-18), 1.98-2.05 (m, 4H, 2×CH2 C8 C11), 5.33-

5.37 (m, 2H, 2×=CH C9 C10). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.28 (q, C1 C19), 22.85 (t, C2 C18), 27.37 (t, C8 

C11), 29.48 / 29.49 / 29.73 / 29.78 / 29.94 (5t, C4-C7 C12-C16), 32.07 (t, C3 C17), 130.05 (d, C9 

C10). 

E-Yu.14 
1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC, NOESY (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.88 (br.t, 3

JH-H=6.5 Hz, 6H, 

2×CH3 C1 C19), 1.21-1.39 (m, 26H, 13×CH2 C2-C7 C12-C18), 1.92-1.99 (m, 4H, 2×CH2 C8 C11), 5.36-

5.40 (m, 2H, 2×=CH C9 C10). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.26 (q, C1 C19), 22.83 (t, C2 C18), 29.51 / 

29.55 / 29.59 / 29.65 / 29.68 / 29.82 (6t, C4-C7 C12-C16), 32.03 (t, C3 C17), 32.78 (t, C8 C11), 

130.05 (d, C9 C10). 
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Nebenprodukte: 

H.7.6.3a (7Z)-Hexadecen   (Z-Yu.11) 

M [C16H32] = 224.43 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (19), 40 (2), 41 (71), 42 (18), 

43 (73), 51 (2), 53 (11), 54 (30), 55 (100), 56 (61), 57 (55), 58 (5), 

65 (3), 66 (3), 67 (40), 68 (17), 69 (88), 70 (63), 71 (28), 73 (4), 77 

(4), 78 (2), 79 (9), 80 (3), 81 (18), 82 (22), 83 (79), 84 (34), 85 

(18), 86 (3), 91 (2), 93 (2), 95 (10), 96 (17), 97 (59), 98 (18), 99 (4), 103 (2), 109 (5), 110 (8), 111 (34), 

112 (10), 123 (3), 124 (5), 125 (10), 126 (5), 128 (2), 130 (2), 139 (4), 140 (3), 224 (13, M+), 225 (4). 

H.7.6.3b (9Z)-Octadecen    (Z-Yu.13) 

M [C18H36] = 252.48 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (11), 40 (2), 41 (72), 42 (15), 

43 (72), 51 (1), 53 (8), 54 (26), 55 (100), 56 (53), 57 (68), 58 (3), 

65 (4), 66 (3), 67 (32), 68 (18), 69 (88), 70 (57), 71 (35), 72 (2), 

77 (3), 79 (7), 80 (4), 81 (18), 82 (27), 83 (88), 84 (35), 85 (21), 

86 (1), 91 (2), 93 (2), 94 (1), 95 (10), 96 (16), 97 (77), 98 (19), 

99 (4), 109 (5), 110 (7), 111 (37), 112 (12), 113 (2), 123 (2), 124 (4), 125 (15), 126 (6), 127 (1), 138 

(2), 139 (4), 140 (4), 152 (1), 153 (2), 154 (2), 250 (1), 252 (11, M+), 253 (3). 

H.7.6.4 (6Z,9Z)-Heptadecadien   (Z,Z-Yu.15) 

Zur Decarboxylierung wurden 197 mg (0.70 mmol) 

Linolsäure (#442) in 9 mL ACN gelöst. Nach Zugabe von 

300 mg (1.77 mmol, 2.5 eq.) Silbernitrat und 5 mL Wasser 

wurde kurz auf 70 °C erwärmt. Anschließend wurde eine 

Lösung von 712 mg (3,12 mmol, 4.5 eq.) Ammoniumperoxodisulfat, (NH4)2S2O8, in 5 mL Wasser 

zugetropft, für 15 min auf 80 °C erhitzt und danach im Wasserbad abgekühlt. Das gelbbraune 

Gemisch wurde dreimal mit je 10 mL Pentan extrahiert, der Extrakt dreimal mit je 6 mL 

gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung einmal mit 6 mL sat. aq. NaCl-Lsg gewaschen und über 

MgSO4 getrocknet. Nach Filtration über 3 g Kieselgel wurden 20 mg (0.08 mmol, 12%.) (6Z,9Z)-

Heptadecadien (Z,Z-Yu.15) als farbloses Öl erhalten.  

M [C17H32] = 236.44 g/mol. 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (1), 41 (45), 42 (4), 43 (23), 51 (1), 53 (9), 54 (44), 55 (48), 

56 (5), 57 (8), 65 (6), 66 (8), 67 (100), 68 (41), 69 (29), 70 (4), 71 (2), 77 (12), 78 (3), 79 (31), 80 (14), 

81 (79), 82 (63), 83 (19), 84 (2), 91 (7), 92 (1), 93 (5), 94 (2), 95 (56), 96 (49), 97 (11), 109 (26), 110 

(29), 111 (4), 123 (10), 124 (14), 125 (2), 137 (4), 138 (10), 139 (1), 151 (2), 152 (2), 166 (2), 236 (12, 

M+), 237 (2). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, C6D6): δ [ppm] = 0.85-0.94 (m, 6H, 2×CH3 C1 C17), 

1.19-1.44 (m, 16H, 8×CH2 C2 C3 C4 C12 C13 C14 C15 C16), 2.09 (dtd, 3
JH-H=7.3, 7,0, 4

JH-H=1.8 Hz, 4H, 

2×CH2 C5 C11), 2.90 (br.tt, 3
JH-H=6.3, 4

JH-H=1.8 Hz, 2H, CH2 C8), 5.42-5.60 (m, 4H, 4×CH= C6 C7 C9 

C10). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (101 MHz, C6D6): δ [ppm] = 14.32 / 14.37 (2q, C1 C17), 22.99 / 23.11 (2t, C2 

C16), 26.19 (t, C8), 27.67 / 27.71 (2t, C5 C11), 29.68 / 29.71 / 29.79 / 30.14 (4t, C4 C12 C13 C14), 

31.90 (t, C15), 32.29 (t, C3), 128.44 / 128.45 (2d, C7 C9), 130.45 (d, C6 C10). 
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H.8 Spiroacetale 

H.8.1 Übersicht, kommerzielle Edukte und Syntheseprodukte 

H.8.1.1 Cerambycidae 

#17 Pent-4-in-1-ol 

#19 1-Brompropan 

#23 γ-Valerolacton 

#24 δ-Valerolacton 

Mc.1 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro-[4.6]undecan 
Mc.2 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan 
#18 4-Pentinal 

#20 n-Propylmagnesiumbromid 

#21 Oct-7-in-4-ol 

#22 5-Tetrahydropyranyloxy-1-octin 

#25 2-(5-THPO-oct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol 

#26 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-yl]-5-methyltetrahydrofuran-2-ol 

#27 2-(5-Hydroxyoct-1-inyl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol 

#28 2-(5-Hydroxyoctyl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol 

#29 2-[5-(Tetrahydropyranyloxy)oct-1-inyl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol 

#30 2-[5-(Tetrahydropyranyloxy)octyl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol 

#31 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol 

#32 2-(5-Hydroxyoctyl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol 

H.8.1.2 Coffea arabica  

#59 3-Butin-1-ol 

Co.1 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  
#60 Benzyloxy-3-butin 

#61 2-[4-(Benzyloxy)but-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol 

H.8.1.3 Eurosta soldaginis  

#45 γ-Butyrolacton   

#47 (S)- bzw. (R)-Propylenoxid  

#48 Lithiumacetylid-Ethylendiamin   

Es.1 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan   
Es.2 (7S)- bzw. (7R)- Conophthorin  
#44 1-(Benzyloxy)-4-pentin  

#46 2-[5-(Benzyloxy)pent-1-inyl)tetrahydrofuran-2-ol   

#49 (S)- bzw. (R)-4-Pentin-2-ol   

#50 (S)- bzw. (R)-2-Benzyloxy-4-pentin   

#51 2-[(4S)- bzw. (4R)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol  

H.8.1.4 Ceropegia dolichophylla  

#54 δ-Octalacton 

Cd.1 8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan 
#55 2-[(4S)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]-6-n-propyltetrahydro-2H-pyran-2-ol 
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H.8.2 Allgemeine Arbeitsvorschrift AAV 12: Alkin-Kupplung  

Unter Argon-Atmosphäre wird das Alkin in trockenem THF gelöst (ca. c = 0.05 mol/L) und 

auf -78 °C gekühlt. Dann wird tropfenweise 1.1 eq. n-BuLi-Lösung 1.6 M in Hexan zugegeben und 

zur vollständigen Deprotonierung ca. 90 min unter Erwärmen auf RT gerührt. Anschließend 

wird erneut auf -78 °C gekühlt und zunächst ca. 1 eq. BF3⋅Et2O in 1-2 mL trockenem THF und 

dann das Kupplungssubstrat (Lacton bei der Synthese von Spiroacetalen), 1.1 eq. in 1-2 mL 

trockenem THF, zugetropft. Nach Rühren bei RT für 12-24 h wird die Reaktionslösung in ca. 

1 v/v 0 °C kalte ges. NaHCO3-Lösung einpipettiert, die wässrige Phase abgetrennt und dreimal 

mit je ca. 1 v/v Et2O extrahiert. Die die vereinten organischen Extrakte werden zweimal mit ges. 

NaHCO3- und zweimal mit NaCl-Lösung gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das 

Kupplungsprodukt ist häufig nicht GC-gängig und der Erfolg der Synthese lässt sich am 

leichtesten nach der Hydrierung (und Cyclisierung zum Spiroacetal) überprüfen. Daher wird das 

Rohprodukt in Pentan : Et2O (5:1) aufgenommen, über Kieselgel filtriert und ohne weitere 

Reinigung und Charakterisierung in der Folgestufe eingesetzt.  

H.8.3 Synthesen Cerambycidae  

H.8.3.1 4-Pentinal (#18) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 2 g (23.78 mmol) 4-Pentin-1-ol 

(#17) in 100 mL trockenem DCM gelöst und nach Zugabe von 3 g gepulvertem 

Molsieb 4 Å auf -20 °C gekühlt. Dann wurden portionsweise 10 g (46.4 mmol) 

PCC zugegeben. Die sich von orange nach braunschwarz färbende Mischung wurde unter 

langsamem Erwärmen auf RT für 90 min kräftig gerührt, anschließend mit 5 g MgSO4 und 5 g 

Sand vermengt und auf ein Lösemittelvolumen von 40 mL eingeengt. Das Gemisch wurde mit 

150 mL PE 35-50 : Et2O (v/v 1:1) verdünnt und über 20 g Kieselgel filtriert. Es wurden 1.91 g 

(max. 23.26 mmol) 4-Pentinal (#18) als leicht gelbliches Öl erhalten und direkt für die Folgestufe 

verwendet. 

M (C5H6O) = 82.10 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 41 (71),  43 (83),  45 (12), 55 (5), 57 (27),  67 (41),  81 (19, M
+
-H).  

H.8.3.2 7-Octin-4-ol  =  1-Octin-5-ol  (#21) 

Unter Argon-Atmosphäre wurde zur Bereitung eines Grignard-

Reagenzes 3.4 g (139.9 mmol) Magnesiumspäne mit trockenem 

Diethylether überschichtet und durch Zugabe von einigen Kristallen 

aktiviert. Dann wurden unter punktuellem Erwärmen 5.85 g (47.6 mmol) 1-Brompropan (#19) 

in 50 mL trockenem Et2O langsam zugetropft. Die sich grau eintrübende Mischung wurde 90 min 

bei RT gerührt. 
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Das Rohprodukt 4-Pentinal (#18) (1.91 g, max. 23.26 mmol) wurde in 50 mL trockenem Et2O 

gelöst, auf -40 °C gekühlt. Dann wurde die Propylmagnesiumbromid-Lösung (#20) langsam 

zugetropft und die Reaktionsmischung unter Erwärmen auf RT für 3 h gerührt. Anschließend 

wurde die überstehende Lösung in 50 mL 0 °C kalte ges. NH4Cl-Lösung eingetragen. Die 

wässrige Phase wurde abgetrennt und dreimal mit je 15 mL Et2O extrahiert. Die vereinten 

organischen Phasen wurden mit je 25 mL zweimal mit ges. NH4Cl- und einmal mit ges. NaCl-

Lösung gewaschen und über MgSO4 getrocknet. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch über 100 g Kieselgel mit PE : EE (Gradient 20:1 bis 5:1) als Laufmittel 

gereinigt und im Vakuum bei 75 mbar destilliert. Es wurden 646 mg (5.12 mmol, 22% über 2 

Stufen) 7-Octin-4-ol (#21) als farbloses Öl erhalten.  

M (C8H14O) = 126.20 g/mol 

1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.94 (t, 
3
J=7.3 Hz, 3H, CH3 C1), 1.32-

1.40 / 1.41-1.48 (2m, 2H, CH2 C2), 1.42-1.48 (m, 2H, CH2 C3), 1.62 (dddd, 
2
J=13.7, 

3
J=8.7, 6.8, 6.8 Hz, 

1H, CH2 C5), 1.69 (dddd, 
2
J=13.7, 

3
J=7.6, 7.6, 3.4 Hz, 1H, CH2 C5), 1.97 (t, 

4
J=2.7 Hz, 1H, HC≡ C8), 

2.33 (ddd, 
3
J=7.6, 6.8, 

4
J=2.7 Hz, 2H, CH2 C6), 3.72-3.81 (m, 1H, CH(OH) C4). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (151MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.20 (q, C1), 15.14 (t, C6), 18.92 (t, C2), 35.82 (t, 

C5), 39.71 (t, C3), 68.82 (C8), 70.71 (d, C4), 83.83 (s, C7). 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (1), 38 (2), 39 (24), 40 (2), 41 (15), 42 (3), 43 (27), 44 (5), 45 (3), 

50 (3), 51 (6), 52 (3), 53 (15), 54 (13), 55 (100), 56 (6), 57 (5), 58 (6), 63 (1), 65 (4), 66 (1), 67 (3), 68 

(3), 69 (4), 70 (3), 71 (9), 72 (3), 73 (31), 74 (2), 77 (4), 78 (1), 79 (8), 80 (2), 81 (3), 82 (3), 83 (68, 

M
+-

-Pr), 84 (5), 85 (1), 86 (4), 91 (3), 93 (7), 94 (1), 95 (1), 97 (5), 98 (1), 111 (2, M
+
-Me), 126 (1, M

+
). 

H.8.3.3 4-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)-7-octin  (#22) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 290 mg (2.30 mmol) 7-

Octin-4-ol (#21) und 0.92 g (10.9 mmol) frisch destilliertes DHP in 

6 mL trockenem DCM gelöst und auf 0 °C gekühlt. Nach Zugabe von 

50 mg (0.29 mmol) wasserfreier p-Toluolsulfonsäure wurde 15 min 

bei RT gerührt. Die Reaktionslösung wurde in 20 mL ges. NaHCO3-

Lösung eingerührt, die wässrige Phase abgetrennt und dreimal mit 10 mL Et2O extrahiert. Die 

vereinten organischen Phasen wurden mit je 10 mL dreimal mit ges. NaHCO3- und einmal mit 

ges. NaCl-Lösung gewaschen. Das Rohprodukt wurde Säulenchromatographisch über 60 g 

Kieselgel mit PE : Et2O (Gradient 15:1 bis 5:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 380 mg 

(1.81 mmol, 79%) 4-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)-7-octin (#22, 2-(Oct-7-in-4-yloxy)-

tetrahydro-2H-pyran) als farbloses Öl erhalten. 

M (C13H22O2) = 210.32 g/mol   
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (5), 40 (1), 41 (15), 42 (2), 43 (8), 44 (1), 51 (1), 52 (1), 53 (4), 54 

(1), 55 (12), 56 (14), 57 (8), 65 (2), 66 (1), 67 (25), 68 (3), 69 (5), 70 (1), 71 (1), 74 (1), 77 (3), 78 (1), 

79 (6), 80 (1), 81 (7), 82 (1), 83 (2), 84 (2), 85 (100, C5H9O
+
), 86 (6), 91 (2), 93 (4), 94 (1), 95 (1), 97 

(5), 98 (1), 100 (2), 101 (18), 102 (2), 103 (1), 107 (1), 108 (1), 109 (7), 110 (1), 111 (1), 123 (1), 124 

(1), 125 (2), 126 (1), 139 (1), 140 (1), 153 (1), 157 (1), 167 (2), 209 (1), 210 (0.1, M
+
). 

H.8.3.4 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-in-1-yl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#29) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 106 mg (0.50 mmol) 4-

(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)-7-octin (#22) in 10 mL 

trockenem THF gelöst und auf -78 °C gekühlt. Dann wurde 

tropfenweise mit 0.35 mL (0.55 mmol) n-BuLi-Lösung 1.6 M in 

Hexan versetzt und 1 h unter bei -50 °C und 1 h bei RT gerührt 

und anschließend erneut auf -78 °C gekühlt. Dann wurde 

nacheinander 30 µL (0.24 mmol) BF3⋅Et2O in 1 mL trockenem THF und 79 mg (0.79 mmol) 

frisch destilliertes δ-Valerolacton (#24) in 2 mL trockenem THF zugetropft. Nach Rühren für 

36 h bei RT wurde die Reaktionslösung in 10 mL 0 °C kalte ges. NaHCO3-Lösung einpipettiert, 

die wässrige Phase abgetrennt und dreimal mit je 10 mL Et2O extrahiert. Die organischen 

Phasen wurden mit je 8 mL zweimal mit ges. NaHCO3- und zweimal mit NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt #29 wurde in Pentan : Et2O 

(5:1) aufgenommen, über 4 g Kieselgel filtriert und in der Folgestufe hydriert.  

M (C18H30O4) = 310.43 g/mol 

H.8.3.5 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-yl]tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#30) 

Das Rohprodukt 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-

in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#29) wurde in 2 mL 

trockenem THF gelöst und mit 30 mg Pd/C (10% Pd auf 

Aktivkohle) versetzt Anschließend wurde im Autoklaven bei 

40 bar unter Wasserstoff-Atmosphäre für 1 h bei 

Raumtemperatur hydriert. Der Katalysator wurde über 1 g Kieselgel abfiltriert und die Lösung 

mit dem Rohprodukt #30 nach massenspektrometrischer Identifizierung (GC/MS) ohne weitere 

Aufarbeitung für die nächste Stufe verwendet. 

M (C18H34O4) = 314.47 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (11), 42 (1), 43 (7), 44 (1), 53 (1), 54 (1), 55 (12), 56 (5), 

57 (9), 58 (1), 67 (11), 68 (1), 69 (4), 70 (1), 71 (3), 79 (1), 81 (7), 82 (1), 83 (4), 84 (4), 85 (100), 86 

(6), 87 (1), 93 (1), 95 (8), 96 (1), 97 (5), 98 (3), 99 (1), 101 (3), 109 (7), 110 (1), 111 (3), 112 (1), 123 

(6), 124 (2), 125 (1), 135 (1), 137 (2), 141 (1), 151 (1), 153 (1), 157 (1), 171 (15), 172 (2), 179 (1), 197 

(28), 198 (4), 213 (3), 225 (1). 
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H.8.3.6 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#31) 

Die Synthese von 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-

2H-pyran-2-ol (#31) erfolgte analog der Darstellung von 2-[5-

THPO-1-octinyl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#29) unter 

Verwendung von 114 mg (0.90 mmol) 7-Octin-4-ol (#21) als 

Nukleophil. Dieses wurde in 10 mL trocken THF gelöst, bei -

78 °C mit 1.25 mL (2.0 mmol) n-BuLi-Lösung 1.6 M in Hexan deprotoniert und nach Aktivierung 

durch 100 µL (0.8 mmol) BF3⋅Et2O mit 99 mg (0.99 mmol) δ-Valerolacton (#24) gekuppelt. Nach 

einer Reaktionszeit von 16 h wurde wie beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt nach 

massenspektrometrischer Identifizierung (GC/MS) hydriert. 

M (C13H22O3) = 226.32 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (14), 42 (8), 43 (14), 44 (2), 45 (2), 50 (1), 51 (1), 

52 (1), 53 (5), 54 (2), 55 (31), 56 (3), 57 (7), 58 (1), 59 (5), 60 (2), 65 (2), 66 (2), 67 (12), 68 (4), 69 (8), 

70 (3), 71 (4), 72 (1), 73 (3), 77 (5), 78 (1), 79 (17), 80 (4), 81 (5), 82 (2), 83 (24), 84 (2), 85 (1), 87 (2), 

88 (2), 91 (4), 92 (1), 93 (12), 94 (2), 95 (1), 97 (3), 98 (1), 99 (2), 100 (10), 101 (100), 102 (5), 103 

(1), 107 (2), 108 (4), 109 (2), 111 (1), 118 (1), 119 (4), 125 (8), 126 (3), 127 (1), 139 (1), 153 (8), 154 

(1), 168 (1), 196 (0.1). 

H.8.3.7 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan  (Mc.2) 

aus 2-[5-THPO-1-octyl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol  (#30) 

Das Rohprodukt 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-in-1-

yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#30) in 5 mL THF wurde mit nach 

Zugabe von 25 µL konz. Salzsäure in 1 mL THF 1 h bei RT gerührt. 

Anschließend wurde mit 10 mL Et2O verdünnt und viermal mit je 

8 mL ges. NaHCO3-Lösung gewaschen. Die säulenchromatographische Reinigung über 16 g 

Kieselgel mit PE 35-50 : Et2O im Verhältnis 20:1 als Laufmittel lieferte 9 mg (0.042 mmol, 8% 

über 3 Stufen) 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2) als farblose Flüssigkeit. 

aus 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol  (#31) 

Das Rohprodukt 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#31) wurde in 0.5 mL 

Ethanol : Methanol (v/v 1:1) gelöst, mit ca. 15 mg 10% Pd/C versetzt und unter Wasserstoff-

Atmosphäre bei 40 bar und RT für 1 h gerührt. Anschließend wurde der Katalysator über 

Kieselgel abfiltriert. Das Spiroacetal (Mc.2) konnte in dem Rohprodukt nur zu sehr geringem 

Anteil nachgewiesen werden. 

M (C13H24O2) = 212.33 g/mol 
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MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (7), 40 (1), 41 (24), 42 (7), 43 (15), 44 (1), 45 (1), 53 (4), 54 (4), 

55 (47), 56 (10), 57 (7), 58 (2), 59 (4), 60 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (12), 68 (3), 69 (9), 70 (4), 71 (9), 72 

(1), 73 (4), 77 (1), 79 (4), 80 (1), 81 (10), 82 (2), 83 (22), 84 (9), 85 (7), 86 (1), 87 (1), 91 (2), 93 (2), 94 

(3), 95 (5), 96 (15), 97 (12), 98 (83, C6H10O
+
), 99 (9), 100 (8), 101 (100, C5H9O2

+
), 102 (6), 103 (1), 105 

(1), 107 (2), 108 (1), 109 (4), 110 (2), 111 (46, C7H11O
+
), 112 (6), 113 (2), 114 (2), 115 (1), 116 (1), 

121 (2), 123 (3), 124 (1), 125 (2), 126 (1), 127 (1), 129 (3), 133 (1), 137 (1), 138 (8), 139 (6), 140 (11), 

141 (2), 142 (1), 151 (7), 152 (1), 154 (4), 155 (1), 156 (1), 157 (3), 167 (1), 169 (33, M
+
-Pr), 170 (4), 

183 (1), 212 (2, M
+
). 

Hauptprodukt beider Synthesewege ist 2-(5-Hydroxyoct-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol (#32). 

M (C13H26O3) = 230.35 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (3), 40 (1), 41 (16), 42 (2), 43 

(12), 44 (2), 45 (1), 53 (2), 54 (3), 55 (21), 56 (4), 57 (13), 58 (1), 

65 (1), 66 (1), 67 (16), 68 (3), 69 (8), 70 (2), 71 (7), 72 (1), 73 (3), 

77 (1), 79 (5), 80 (1), 81 (7), 82 (3), 83 (4), 84 (6), 85 (100), 86 

(6), 87 (1), 91 (1), 93 (3), 94 (1), 95 (3), 96 (4), 97 (4), 98 (19), 99 

(3), 100 (1), 107 (2), 108 (1), 109 (2), 110 (1), 111 (14), 112 (2), 113 (1), 121 (1), 123 (1), 124 (1), 125 

(1), 135 (6), 136 (1), 139 (1), 140 (1), 141 (1), 153 (7), 154 (2), 167 (1), 171 (4), 172 (1), 196 (1), 213 

(0.2). 

H.8.3.8 2-(5-THPO-oct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#25) 

Die Synthese von 2-[5-THPO-1-octin-1-yl]-5-

methyltetrahydrofuran-2-ol (#25) erfolgte nach der 

Allgemeinen Arbeitsvorschrift AAV 12 durch Alkin-

Kupplung von 114 mg (0.54 mmol) 4-THPO-7-octin (#22) in 

10 mL trockenem THF mit 84 mg (0.84 mmol) frisch 

destilliertem γ-Valerolacton (#23) unter Verwendung von 

0.40 mL (0.64 mmol) n-BuLi-Lösung zur Deprotonierung und ca. 25 µL (0.20 mmol) BF3⋅Et2O als 

Katalysator. Nach einer Reaktionszeit von 20 h bei RT wurde wie vorgeschrieben aufgearbeitet 

und das Rohprodukt #25 in der Folgestufe hydriert. 

M (C18H30O4) = 310.43 g/mol 

H.8.3.9 2-[5-(Tetrahydro-2H-pyran-2-yloxy)oct-1-yl]-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#26) 

Das Rohprodukt 2-[5-THPO-1-octin-1-yl]-5-

methyltetrahydrofuran-2-ol (#25) wurde in 1.5 mL 

trockenem THF gelöst und mit ca. 10 mg 10% Pd/C unter 

40 bar Wasserstoff-Druck bei RT für 1 h hydriert. Der 

Katalysator wurde über Kieselgel abfiltriert und das 

Produkt #26 mittels GC/MS charakterisiert.  
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M (C18H34O4) = 314.47 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (1), 41 (9), 42 (1), 43 (8), 44 (1), 45 (1), 53 (1), 54 (1), 55 (11), 56 

(5), 57 (8), 58 (1), 67 (12), 68 (1), 69 (4), 70 (1), 71 (2), 79 (1), 81 (7), 82 (1), 83 (4), 84 (3), 85 (100), 

86 (6), 93 (1), 95 (7), 96 (1), 97 (4), 98 (2), 99 (1), 101 (2), 109 (7), 110 (1), 111 (3), 112 (1), 123 (7), 

124 (2), 125 (1), 135 (1), 137 (3), 138 (1), 141 (1), 153 (1), 157 (1), 171 (18), 172 (2), 179 (3), 180 (1), 

184 (1), 197 (17), 198 (2), 213 (3). 

H.8.3.10 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#27) 

Die Synthese von 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)-5-

methyltetrahydrofuran-2-ol (#27) erfolgte analog der 

Darstellung von 2-[5-THPO-1-octin-1-yl]-5-methyl-

tetrahydrofuran-2-ol (#25) unter Verwendung des nicht 

THP-blockierten Alkinols #21. Dazu wurden zunächst unter Argon-Atmosphäre 121 mg 

(0.96 mmol) 7-Octin-4-ol (#21) in 10 mL trockenem THF auf -78 °C gekühlt und mit 1.3 mL 

(2.1 mmol, 2.2 eq.) n-BuLi-Lösung 1.6 M in Hexan deprotoniert. Nach Erwärmen auf RT über 2 h 

wurde die zitronengelbe erneut auf -78 °C gekühlt und mit 50 µL (0.41 mmol) BF3⋅Et2O in 1 mL 

trockenem THF versetzt. Danach wurde eine Lösung von 104 mg (1.04 mmol) frisch 

destilliertem γ-Valerolacton (#23) in 2 mL trockenem THF zugetropft und 6 d bei RT gerührt, 

Anschließend wurde nach AAV 12 wie für 2-[5-THPO-oct-1-in-1-yl)tetrahydro-2H-pyran-2-ol 

(#29) beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt #27 nach massenspektrometrischer 

Identifizierung (GC/MS) in der Folgestufe hydriert 

M (C13H22O3) = 226.32 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (2), 39 (17), 40 (4), 41 (16), 42 (6), 43 (17), 45 (2), 50 (2), 51 (5), 

52 (4), 53 (18), 54 (19), 55 (27), 56 (4), 57 (1), 60 (1), 62 (1), 63 (2), 65 (6), 66 (5), 67 (17), 68 (4), 69 

(6), 70 (1), 71 (1), 76 (1), 77 (9), 78 (3), 79 (8), 80 (5), 81 (13), 82 (29), 83 (26), 84 (2), 85 (1), 91 (8), 

92 (3), 93 (9), 94 (4), 95 (33), 96 (4), 97 (5), 98 (2), 99 (5), 100 (2), 101 (1), 103 (1), 104 (1), 105 (3), 

106 (1), 107 (4), 108 (17), 109 (59), 110 (100), 111 (15), 112 (3), 117 (1), 118 (2), 119 (3), 120 (1), 

121 (11), 122 (24), 123 (4), 124 (2), 125 (3), 126 (1), 127 (11), 128 (1), 131 (1), 135 (16), 136 (11), 

137 (5), 138 (12), 139 (11), 140 (18), 141 (2), 143 (1), 145 (1), 146 (1), 147 (2), 148 (1), 149 (12), 150 

(2), 151 (1), 153 (14), 154 (2), 163 (3), 164 (5), 165 (1), 166 (1), 167 (3), 181 (2), 182 (99), 183 (11), 

184 (1). 

H.8.3.11 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecan   (Mc.1) 

aus 2-(5-THPO-1-octyl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol  (#26) 

Die Synthese von 2-Methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.5]-

undecan (Mc.1) erfolgte analog der Darstellung von 8-Propyl-1,7-

dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2) durch sauer katalysierten 

Deblockierung/Acetalisierung. Dazu wurde das Rohprodukt 2-(5-

THPO-1-octyl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#26) in 3 ml THF gelöst und nach Zugabe von 
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15 mg (0.08 mmol) p-Toluolsulfonsäure bei RT für 15 min gerührt. Die Reaktionslösung wurde 

mit 2 mL ges. NaHCO3-Lösung neutralisiert, das Gemisch zweimal mit 5 mL Diethylether 

extrahiert und die gesammelte organische Phase über MgSO4 getrocknet und eingeengt.  

Zwar wurde auf diese Weise die THP-Schutzgruppe vollständig hydrolysiert, das gebildete 

Hydroxylactol #28 jedoch nicht zum Spiroacetal cyclisiert. 

aus 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol  (#27) 

Das Rohprodukt 2-(5-Hydroxyoct-1-in-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol (#27) wurde in 

5 mL trockenem THF gelöst und analog zu 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan (Mc.2) mit 40 

mg 10% Pd/C versetzt und bei 40 bar H2-Druck und RT für 1 h hydriert. Anschließend wurde 

mit 5 mL PE 35-50 : Et2O (5:1) verdünnt, über 2 g Kieselgel filtriert und das Rohprodukt 

anschließend säulenchromatographisch über 16 g Kieselgel mit PE 35-50 : Et2O (30:1) als 

Laufmittel gereinigt. Es wurden 5 mg (0.024 mmol, 3% über zwei Stufen) 2-Methyl-7-propyl-

1,6-dioxaspiro[4.5]undecan (Mc.1) als farblose Flüssigkeit erhalten. 

M (C13H24O2) = 212.33 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (6), 40 (1), 41 (22), 42 (6), 43 (19), 44 (1), 45 (2), 53 (4), 54 (4), 

55 (47), 56 (12), 57 (9), 58 (1), 59 (3), 65 (1), 66 (1), 67 (16), 68 (3), 69 (9), 70 (4), 71 (5), 72 (2), 73 

(1), 77 (1), 79 (4), 80 (1), 81 (9), 82 (2), 83 (26), 84 (6), 85 (13), 86 (1), 87 (1), 91 (2), 93 (3), 94 (1), 95 

(7), 96 (7), 97 (9), 98 (68, C6H10O
+
), 99 (7), 100 (3), 101 (100, C5H9O2

+
), 102 (5), 103 (1), 105 (1), 107 

(2), 108 (1), 109 (4), 110 (1), 111 (88, C7H11O
+
), 112 (9), 113 (8), 114 (1), 121 (2), 123 (2), 124 (1), 

125 (2), 126 (1), 127 (1), 133 (4), 135 (1), 138 (3), 139 (8), 140 (16), 141 (2), 151 (3), 152 (1), 156 (1), 

157 (4), 161 (1), 168 (1), 169 (62, M
+
-Pr), 170 (8), 171 (1), 197 (1, M

+
-Me), 211 (1), 212 (0.3, M

+
). 

Hauptprodukt beider Routen ist 2-(5-Hydroxyoct-1-yl)-5-methyltetrahydrofuran-2-ol] (#28). 

M (C13H26O3) = 230.35 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (4), 40 (1), 41 (15), 42 (2), 

43 (15), 44 (2), 45 (6), 53 (2), 54 (4), 55 (19), 56 (5), 57 (13), 

58 (2), 59 (1), 65 (1), 66 (1), 67 (18), 68 (4), 69 (11), 70 (2), 71 

(4), 72 (1), 73 (2), 77 (1), 79 (5), 80 (1), 81 (8), 82 (5), 83 (5), 

84 (4), 85 (100), 86 (6), 87 (1), 91 (1), 93 (4), 94 (1), 95 (19), 96 (4), 97 (5), 98 (3), 99 (2), 100 (1), 107 

(3), 109 (5), 110 (1), 111 (6), 112 (1), 113 (16), 114 (1), 121 (1), 123 (1), 124 (1), 125 (1), 126 (1), 127 

(1), 129 (1), 135 (12), 136 (2), 139 (1), 142 (2), 144 (2), 153 (3), 154 (2), 163 (1), 167 (1), 171 (6), 172 

(4), 196 (0.4), 213 (0.1). 
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H.8.4 Synthesen Coffea arabica 

H.8.4.1 1-Benzyloxy-3-butin (#60) 

Unter Schutzgasatmosphäre wurden 82 mg (3.42 mmol) mit 

Pentan Paraffin-frei gewaschenes NaH in 10 mL trockenem THF 

gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dann wurden langsam 202 mg 

(2.88 mmol) frisch destilliertes 3-Butin-1-ol (#59) in 2 mL THF zugetropft. Das 

Reaktionsgemisch wurde 90 min unter Erwärmen auf RT gerührt, nach beendeter 

Gasentwicklung mit 532 mg (3.11 mmol) Benzylbromid in 2 mL THF versetzt und bei RT weitere 

3 h gerührt. Anschließend mit 3 mL ges. NH4Cl-Lösung versetzt, im Vakuum auf 5 mL eingeengt 

und der Rückstand mit 10 mL Diethylether aufgenommen. Die organische Phase wurde mit je 

10 mL zweimal mit ges. NH4Cl-, einmal mit ges. NaHCO3- und einmal mit NaCl-Lösung 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und eingeengt. Das Rohprodukt wurde durch 

Kugelrohrdestillation bei Normaldruck gereinigt. Es wurden 373 mg (2.33 mmol, 81%) 1-

Benzyloxy-3-butin (#60) als farbloses Öl erhalten. 

M (C11H12O) = 160.22 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 37 (1), 38 (2), 39 (14), 40 (1), 41 (2), 50 (4), 51 (8), 52 (2), 53 (5), 54 

(2), 62 (1), 63 (4), 64 (1), 65 (13), 66 (1), 74 (1), 76 (1), 77 (7), 78 (2), 79 (3), 83 (1), 89 (5), 90 (2), 91 

(100, C7H7
+
), 92 (9), 104 (3), 105 (26), 106 (2), 107 (1), 115 (3), 116 (1), 117 (1), 121 (1), 127 (1), 128 

(1), 129 (10), 130 (3), 131 (8), 132 (3), 145 (5), 146 (1), 159 (24), 160 (3, M
+
). 

H.8.4.2 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  (Co.1) 

H.8.4.2a 2-[4-(Benzyloxy)but-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol   (#61) 

Die Synthese von 2-[4-BnO-1-butinyl]tetrahydrofuran-2-

ol (#61) erfolgte nach AAV 12 zur Alkin-Kupplung unter 

Verwendung von 150 mg (0.94 mmol) 1-Benzyloxy-3-butin 

(#60) in 10 mL trockenem THF. Nach Zutropfen von 0.65 mL 

(1.04 mmol) n-BuLi-Lösung 1.6 M in Hexan bei -40 °C wurde 

über 1 h auf RT erwärmt, dann auf -78 °C gekühlt und langsam mit 125 µL (1.01 mmol) BF3⋅Et2O 

in 1 mL trockenem THF und anschließend mit 90 mg (1.05 mmol) γ-Butyrolacton (#45) in 2 mL 

trockenem THF versetzt. Die Reaktionslösung wurde unter Erwärmen auf RT für 12 h gerührt, 

dann wie beschrieben aufgearbeitet und das Rohprodukt #61 in der Folgestufe hydriert. 

M (C11H12O) = 160.22 g/mol 
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H.8.4.2b 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan  (Co.1) 

Das Rohprodukt 2-[4-BnO-1-butinyl]tetrahydrofuran-2-ol (#61) wurde in 4 mL 

trockenem THF gelöst und bei RT unter 40 bar Wasserstoff-Druck für 18 h hydriert. 

Die Reaktionslösung wurde mit 3 mL Pentan verdünnt und über 2 g Silica filtriert. 

Dar Rohprodukt wurde nicht vollständig eingeengt und säulenchromatographisch 

über 15 g Silica mit Pentan : Diethylether 50:1 als Laufmittel gereinigt. Es wurden 22 mg 

(0.18 mmol, 19% über 2 Stufen) 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan (Co.1) als farblose Flüssigkeit 

erhalten. 

M (C8H14O2) = 142.20 g/mol 

Rf = 0.48 (Pent:Et2O 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 38 (1), 39 (21), 40 (5), 41 (41), 42 (39), 43 (35), 44 (2), 45 (9), 51 (2), 

52 (1), 53 (6), 54 (3), 55 (44), 56 (39), 57 (10), 58 (1), 59 (3), 65 (1), 67 (3), 68 (2), 69 (5), 70 (3), 71 

(4), 77 (1), 79 (2), 81 (3), 82 (1), 83 (15), 84 (69, C5H8O⋅
+
), 85 (9), 86 (25), 87 (100, C4H7O2

+
), 88 (4), 

95 (1), 97 (17), 98 (5, C6H10O⋅
+
), 100 (10), 101 (16, C5H9O2

+
), 111 (4), 112 (12, C7H12O⋅

+
), 113 (2), 114 

(8), 141 (1), 142 (13, M⋅
+
). 
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H.8.5 Synthesen Eurosta soldaginis 

H.8.5.1 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan   (Es.1) 

H.8.5.1a 2-[5-(Benzyloxy)pent-1-inyl)tetrahydrofuran-2-ol  (#46) 

Die Synthese von 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.1) 

erfolgte analog der Synthese des Homologen 1,6-

Dioxaspiro[4.5]decan (Co.1), s. C. arabica. Dazu wurden 

zunächst 121 mg (0.69 mmol) 1-(Benzyloxy)-4-pentin (#44, 

AK Francke) in 10 mL THF gelöst, auf -40 °C gekühlt und dann 0.5 mL (0.80 mmol) n-BuLi-

Lösung 1.6 M in Hexan zugetropft. Zur vollständigen Deprotonierung wurde über eine Stunde 

auf RT erwärmt. Anschließend wurden bei -78 °C zunächst 90 µL (0.73 mmol) BF3⋅Et2O in 1 mL 

trockenem THF und dann 70 mg (0.81 mmol) γ-Butyrolacton (#45) in 2 mL THF zugetropft. Nach 

Erwärmen auf RT und Rühren für weitere 12 h wurde wie bei #61 beschrieben aufgearbeitet. 

Das Rohprodukt #46 wurde sofort für die nächste Stufe verwendet.  

M (C16H20O3) = 260.33 g/mol 

H.8.5.1b 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan   (Es.1) 

Das Rohprodukt #46 wurde in 4 mL trockenem Pentan gelöst, mit ca. 15 mg 

Pd/C versetzt und bei RT unter Wasserstoffatmosphäre bei 40 bar für 16 h 

hydriert. Anschließend wurde mit 1 mL Diethylether verdünnt und der Katalysator 

über 1 g Kieselgel abfiltriert. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch 

über 10 g Kieselgel mit Pentan : Diethylether (40:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 23 mg 

(0.15 mmol, 22% über 2 Stufen) 1,6-Dioxaspiro[4.6]undecan (Es.1) als farblose Flüssigkeit 

erhalten. 

M (C9H16O2) = 156.22 g/mol 

Rf = 0.51 (Pent:Et2O 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (9), 40 (2), 41 (18), 42 (15), 43 (18), 44 (1), 45 (5), 51 (1), 53 (4), 

54 (2), 55 (35), 56 (14), 57 (7), 58 (1), 65 (1), 67 (5), 68 (2), 69 (13), 70 (4), 71 (5), 72 (3), 73 (3), 77 

(1), 79 (2), 80 (1), 81 (2), 82 (2), 83 (3), 84 (52, C5H8O⋅
+
), 85 (7), 86 (4), 87 (100, C4H7O2

+
), 88 (4), 91 

(1), 93 (1), 95 (2), 96 (1), 97 (98, C6H9O
+
), 98 (9), 99 (1), 109 (1), 111 (4), 112 (2), 113 (2), 114 (3), 

115 (5, C6H11O2
+
), 125 (1), 126 (7, C8H14O⋅

+
), 127 (1), 128 (1), 137 (1), 155 (1), 156 (2, M⋅

+
).  
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H.8.5.2 (S)-4-Pentin-2-ol   (S-#49) 

Unter Argon-Atmosphäre wurden 756 mg (7.38 mmol) Lithiumacetylid-

Ethylendiamin-Komplex (LiCCH*EDA, 90%) (#48) in 30 mL trockenem DMSO 

gelöst und auf 0 °C gekühlt. Dann wurden langsam 267 mg (4.59 mmol) (S)-

Propylenoxid (S-#47) in 2 mL DMSO zugetropft. Nach Rühren für 14 h bei RT wurde durch 

Zugabe von 20 mL 0 °C kaltem Wasser hydrolysiert und die Wasser / DMSO-Phase sechsmal mit 

jeweils 15 mL Diethylether extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden über MgSO4 

getrocknet, über 15 g Kieselgel filtriert und unter leicht vermindertem Druck eingeengt. Es 

wurden 363 mg Rohprodukt S-#49 erhalten und ohne Reinigung für die nächste Stufe verwendet.  

M (C9H16O2) = 156.22 g/mol 

MS (EI, 70 eV, Direkteinlass): m/z (%) = 38 (6), 39 (23), 40 (19), 41 (11), 42 (3), 43 (18), 44 (12), 45 

(100), 46 (3), 50 (2), 51 (2), 53 (1), 56 (1), 61 (1), 62 (1), 63 (2), 65 (4), 66 (7), 67 (1), 69 (3), 84 (0.5, 

M⋅
+
).  

1H-NMR [400 MHz, CDCl3] δ[ppm]: 1.26 (d, 3H, J=6.0 Hz, H1), 2.06 (t, 1H, J=2.5 Hz, H5), 2.33-2.42 (m, 

2H, H3), 3.97 (sext, 1H, J=6.1 Hz, H2). 

13C-NMR [101 MHz, CDCl3] δ[ppm]: 22.27 (C1), 28.96 (C3), 66.19(C2), 70.77(C5), 77.02/81.02 (C4).  

H.8.5.3  (S)-2-Benzyloxy-4-pentin   (S-#50) 

(S)-4-Pentin-2-ol (S-#49) wurde nach derselben Vorschrift wie 3-

Butin-1-ol (#59) benzyliert: Unter Schutzgasatmosphäre wurden 

332 mg (max. 3.95 mmol) Rohprodukt S-#49 bei 0 °C in 20 mL 

trockenem THF mit 117 mg (4.89 mmol) Paraffin-freiem NaH 

deprotoniert. Nach 90 min Rühren wurde mit 742 mg (4.34 mmol) Benzylbromid umgesetzt und 

nach weiteren 2 h bei RT wie für #60 beschrieben aufgearbeitet (s. C. arabica). Die 

Kugelrohrdestillation lieferte 409 mg (2.35 mmol, ca. 56% über 2 Stufen) (S)-2-Benzyloxy-4-

pentin (S-#50) als farblose Flüssigkeit. 

M (C12H14O) = 174.24 g/mol 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) =  37 (1), 38 (2), 39 (13), 40 (2), 41 (4), 42 (1), 43 (4), 50 (2), 51 (4), 52 

(1), 53 (1), 62 (1), 63 (3), 64 (1), 65 (11), 66 (1), 67 (1), 77 (5), 78 (1), 79 (3), 89 (3), 90 (2), 91 (100), 

92 (9), 104 (1), 105 (11), 106 (1), 107 (1), 115 (1), 120 (5), 128 (1), 129 (3), 130 (2), 131 (2), 132 (2), 

133 (2), 135 (9), 136 (1), 145 (1), 159 (1), 173 (6), 174 (1, M⋅
+
).  

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 1.32 (d, 
3
J=6.1 Hz, 3H, CH3 C1), 2.02 (t, 

4
J=2.7 Hz, 1H, ≡CH C4), 

2.37 (ddd, 
2
J=16.7, 

3
J=7.0, 

4
J=2.7 Hz, 1H, CHH C3), 2.51 (ddd, 

2
J=16.7, 

3
J=5.0, 

4
J=2.7 Hz, 1H, CHH C3), 

3.70 (dqdt, 
3
J=7.0, 6.1, 5.0, J=1.0 Hz, 1H, CH C2), 4.58 (s, 2H, CH2Ph C6), 7.25-7.39 (m, 5H, arCH).  

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 19.66 (q, CH3), 26.19 (s, CH2 C3), 70.09 (s, ≡CH C5), 70.85 (t, 

CH2Ph), 73.34 (d, CH C2), 81.37 (s, C4), 127.71 (d, o-CH arC8), 127.76 (d, p-CH arC10), 128.52 (d, m-

CH arC9), 138.67 (s, arC7). 
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H.8.5.4 (7S)-Conophthorin  (S-Es.2) 

H.8.5.4a 2-[(4S)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]tetrahydrofuran-2-ol  (S-#51) 

Die Alkin-Kupplung zur Darstellung von (S)-2-[4-BnO-1-

pentinyl]tetrahydrofuran-2-ol (S-#51) erfolgte nach AAV 12 unter 

Verwendung von 79 mg (0.45 mmol) (S)-2-BnO-4-pentin (S-#50) 

in 10 mL trockenem THF, Deprotonierung mit 0.35 mL (0.56 mmol) n-BuLi-Lösung 1.6 M in 

Hexan bei -40 °C (Erwärmen auf RT über 1 h) und anschließend bei -78 °C Zugabe von zuerst 

60 µL (0.49 mmol) BF3⋅Et2O in 1 mL trockenem THF und dann 49 mg (0.57 mmol) γ-

Butyrolacton (#45) in 1 mL THF. Nach 16 h bei RT wurde nach Vorschrift aufgearbeitet und das 

Rohprodukt S-#51 in der Folgestufe hydriert. 

M (C14H20O3) = 260.33 g/mol 

H.8.5.4b (S)-Conophthorin; (S)-7-Methyl-1,6-dioxaspiro[4.5]decan (S-Es.2) 

Das Rohprodukt (S)-2-[4-BnO-1-pentinyl]tetrahydrofuran-2-ol (S-#51) 

wurde in 4 mL trockenem Pentan nach Zugabe von ca. 15 mg Pd/C (10%) bei RT 

und bei 40 bar Wasserstoff-Druck für 8 h hydriert. Anschließend wurde mit 

2 mL Et2O verdünnt und über 2 g Silica filtriert. Die säulenchromatographische 

Reinigung über 10 g Silica mit Pentan : Et2O 40:1 als Laufmittel lieferte 33 mg (0,21 mmol, 47% 

über 2 Stufen) (S)-Conophthorin (S-Es.2) als farblose Flüssigkeit. 

Die literaturbekannte Verbindung (S)-Conophthorin (S-Es.2) wurde als Referenzsubstanz für 

die enantioselektive Gaschromatographie benötigt. Das Produkt wurde anhand des bekannten 

Massenspektrums identifiziert und nicht weiter charakterisiert.  

Die Sequenz wurde analog für (R)-Conophthorin (R-Es.2) durchgeführt. 

M (C9H16O2) = 156.22 g/mol 

Rf = 0.50 (Pent:Et2O 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (13), 40 (3), 41 (25), 42 (29), 43 (31), 44 (2), 45 (7), 51 (1), 53 (4), 

54 (2), 55 (30), 56 (16), 57 (8), 58 (2), 67 (3), 68 (3), 69 (12), 70 (6), 71 (6), 72 (6), 73 (5), 77 (1), 79 

(2), 81 (2), 82 (1), 83 (3), 84 (95, C5H8O⋅
+
), 85 (11), 86 (13), 87 (100, C4H7O2

+
), 88 (4), 91 (1), 95 (2), 

96 (1), 97 (26, C6H9O9
+
), 98 (2), 111 (2), 112 (17, M

+
-CH3CHO), 113 (2), 114 (4), 115 (7), 126 (3, M

+
-

CH2O), 128 (2), 141 (3, M
+
-Me), 155 (1), 156 (6, M⋅

+
). 
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H.8.6 Synthesen Ceropegia dolichophylla 

H.8.6.1 (8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan  (Cd.1) 

H.8.6.1a 2-[(4S)-(Benzyloxy)pent-1-inyl]-6-n-propyltetrahydro-2H-pyran-2-ol   (#55) 

Nach AAV 12 zur Alkin-Kupplung wurden 132 mg 

(0.76 mmol) (S)-2-BnO-4-pentin (#50) unter Argon-

Atmosphäre in 10 mL trockenem THF gelöst und bei -

78 °C durch Zutropfen von 0.55 mL (0.88 mmol, 1.1 eq) 

1.6 M n-BuLi-Lösung in Hexan deprotoniert. Nach Erwärmen bis RT über 90 min wurde erneut 

auf -78 °C gekühlt und mit 105 µL (0.85 mmol) BF3⋅Et2O in 1 mL trockenem THF versetzt. Dann 

wurden langsam 131 mg (0.92 mmol) frisch destilliertes δ-Octalacton (#54) in 2 mL trockenem 

THF zugetropft. Die Reaktionslösung wurde langsam auf RT erwärmt, nach 8 h wie beschrieben 

aufgearbeitet und ohne Charakterisierung in der Folgestufe hydriert. 

M (C20H28O3) = 316.44 g/mol 

H.8.6.1b (8S)-8-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) 

Das Rohprodukt der Alkin-Kupplung (#55) wurde in 2 mL 

Methanol gelöst, mit 20 mg Pd/C (10%) versetzt und 18 h bei 

40 bar Wasserstoff-Atmosphäre und Raumtemperatur hydriert. 

Anschließend wurde mit 4 mL Diethylether : Pentan (v/v 1:1) 

verdünnt und der Katalysator über 1 g Kieselgel abfiltriert. Das Lösemittel wurde im Vakuum 

entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch über 10 g Kieselgel mit 

Pentan : Diethylether (50:1) als Laufmittel gereinigt. Es wurden 51 mg (0.24 mmol, 32% über 2 

Stufen) (8S)-Methyl-2-propyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecan (Cd.1) als farblose Flüssigkeit 

erhalten. 

M (C13H24O2) = 212.33 g/mol 

Rf = 0.55 (Pent:Et2O 10:1) 

MS (EI, 70 eV, GC/MS): m/z (%) = 39 (8), 40 (2), 41 (28), 42 (13), 43 (25), 44 (2), 45 (3), 51 (1), 53 (5), 

54 (3), 55 (46), 56 (4), 57 (6), 58 (7), 59 (2), 60 (1), 65 (2), 66 (1), 67 (12), 68 (3), 69 (26), 70 (9), 71 

(20), 72 (2), 73 (8), 74 (1), 77 (2), 78 (1), 79 (5), 80 (1), 81 (6), 82 (22), 83 (25), 84 (12), 85 (5), 86 (1), 

87 (1), 91 (1), 93 (3), 94 (2), 95 (4), 96 (3), 97 (66, C6H9O
+
), 98 (7), 99 (17), 100 (2), 101 (1), 105 (1), 

107 (4), 108 (1), 109 (4), 110 (1), 111 (4), 112 (85, C7H12O⋅
+
), 113 (10), 114 (21), 115 (100, C6H11O2⋅

+
), 

116 (7), 117 (1), 121 (1), 123 (2), 124 (4), 125 (46, M
+
-Pr-CH3CHO), 126 (4), 127 (2), 128 (1), 133 (4), 

134 (1), 135 (1), 139 (2), 140 (45, M
+
-PrCHO und C9H16O

+
), 141 (6), 142 (15), 143 (36, C8H15O2

+
), 144 

(3), 151 (2), 153 (3), 161 (1), 168 (11, M
+
-MeCHO), 169 (25, M

+
-Pr), 170 (4), 197 (2, M

+
-Me), 211 (1), 

212 (10, M⋅
+
), 213 (1). 
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1H-NMR, 1H-1H-COSY, HSQC, HMBC (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 0.92 (t, 
3
JH14-H13=7.1 Hz, 3H, CH3 

C14), 1.13 (d, 
3
JH15-H8=6.3 Hz, 3H, CH3 C15), 1.15 (dddd, 

3
JH-H =16.0, 16.0, 4.0, 1.4 Hz, 1H, CH2 C3-

Hax), 1.18 (dddd, 
3
JH-H =12.9, 12.9, 4.0, 2.0 Hz, 1H, CH2 C9-Hax), 1.30-1.39/1.46-1.55 (2m, 2H, CH2 

C13), 1.33-1.43/1.56-1.64 (2m, 4H, C5 C11 CH2 ax/eq), 1.31-1.40/1.43-1.51 (2m, 2H, CH2 C12), 1.50-

1.58 / 1.88 (m/ddddd, 
3
JH-H=13.9, 13.2, 13.2, 4.0, 4.0 Hz, 4H, C4 C10 2×CH2 eq/ax), 1.51-1.59 (m, 1H, 

CH2 C3-Heq), 1.54-1.61 (m, 1H, CH2 C9-Heq), 3.54 (dddd, 
3
JH-H=11.0, 8.7, 4.0, 2.0 Hz, 1H, C2-Hax), 

3.70 (dqd, 
3
JH-H=11.4, 6.3, 2.0 Hz, 1H, C8-Hax). 

13C-NMR, HSQC, HMBC (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 14.39 (q, C14), 19.09 (t, C10), 19.16 (t, C13), 

19.28 (t, C4), 21.99 (q, C15), 31.55 (t, C3), 33.01 (t, C9), 35.50/35.69 (2t, C5 C11), 38.89 (t, C12), 

65.21 (d, C8), 68.85 (d, C2), 96.12 (s, C6). 
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Polyergus breviceps P 01 

 

929 

 

 

 

 

P 01 Polyergus breviceps   

 

 

Title  Queen sex pheromone of the slave-making ant, Polyergus breviceps 

Authors  Les Greenberg *, Armin G. Tröger, Wittko Francke, J. Steven McElfresh, Howard 

Topoff, Ali Aliabadi, Jocelyn G. Millar 

Journal Journal of Chemical Ecology 

Year 2007 

Volume 33 

Pages 935-945 

Type Full Paper 

Submitted 30 June 2006  

Accepted 21 February 2007 

Published 29 March 2007, online 

DOI https://doi.org/10.1007/s10886-007-9269-2 

JIF 2.486 (2010), 2.3 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical synthesis (80%); writing experimental part, manusscript: review, fig. 1 
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Illiberis rotundata P 02 

 

941 

 

 

 

 

P 02 Illiberis rotundata   

 

 

Title  Identification and biological activity of sex pheromone components 

from females of the plum moth Illiberis rotundata Jordan (Lepidoptera: 

Zygaenidae: Procridinae) 

Authors  Mitko Subchev, Teodora B. Toshova, Chihara Koshio, Stephan Franke, Armin G. 

Tröger, Robert Twele, Wittko Francke, John A. Pickett *, Lester J. Wadhams, 

Christine M. Woodcock 

Journal Chemoecology 

Year 2009 

Volume 19 

Pages 47-54 

Type Research Paper 

Submitted 08 January 2009 

Accepted 27 January 2009 

Published 24 February 2009, online 

DOI https://doi.org/10.1007/s00049-009-0008-8 

JIF 1.608 (2010), 1.8 (2022), 5year 1.9 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical synthesis (30%); manusscript: review, figure 2 
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P 03 Triatoma infestans 1  

 

 

Title  (4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolane: A new volatile released 

by a triatomine bug 

Authors  C. Rikard Unelius *, Björn Bohman, Marcelo G. Lorenzo, Armin G. Tröger, 

Stephan Franke, Wittko Francke 

Journal Organic Letters 

Year 2010 

Volume 12 

Pages 5601-5603 

Type Letter 

Submitted 10 September 2010 

Accepted  

Published 18 Novenber 2010, online 

DOI https://doi.org/10.1021/ol102165q 

JIF 5.250 (2010), 5.2 (2022), 5 year 4.9 (2022) 

Supplement Experimental procedures, analytical data, and copies of 
1
H and 

13
C-NMR spectra 

for cis-1 and trans-1 and gas chromatograms of natural extracts.  
198

  

 

Contribution Chemical synthesis (100%), chemical analysis; writing experimantal part, 

mauscript: figures 1 & 2, review 

 

 

 

                                                           

198
  https://pubs.acs.org/doi/suppl/10.1021/ol102165q/suppl_file/ol102165q_si_001.pdf   

General Information (S2): s. Supporting Material  I.1 P 03;   

Chromatogramme der Naturextrakte; Massenspektrum von 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan:  

s. Schwerpunkt-Kapitel  F.3;   

NMR-Spektren:  s. Anhang  G.8;   

Experimenteller Teil:  s. H.4. 
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P 04 Pseudopiazurus obesus  

 

 

Title  (1R,2S,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octane, a 

new volatile released by males of the papaya borer Pseudopiazurus 

obesus (Col.: Curculionidae) 

Authors  Paulo H. G. Zarbin, Marcos A. B. Moreira, Jenny Haftmann, Armin G. Tröger, 

Stephan Franke, Jürgen Kopf, Kenji Mori, Wittko Francke * 

Journal Organic Letters 

Year 2010 

Volume 12 

Pages 2447-2449 

Type Letter 

Submitted 05 February 2010 

Accepted  

Published 13 March 2010, online 

DOI https://doi.org/10.1021/ol100074q 

JIF 5.250 (2010), 5.2 (2022), 5 year 4.9 (2022) 

Supplement Experimental procedures; characterization data, and copies of 
1
H, 

13
C NMR, and 

2D spectra  
199

 

 

Contribution Chemical synthesis (40%), NMR and x-ray analysis; manuscript: draft and 

revision, all figures 

 

 

 

                                                           

199
  https://pubs.acs.org/doi/suppl/10.1021/ol100074q/suppl_file/ol100074q_si_001.pdf   

General and Experimantal Part (S2-S4); Chromatogram of a natural extract; NMR spectra of papayanol and 

papayanyl tosylate:  s. Supp. Mat. I.1  P 04;   

NOESY-NMR-Spektren:  s. D.2.3.4;   

NMR Daten:  s. Anhang  G.6. 
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P 05 Pissodes castaneus  

 

 

Title  Identification of (1R,2S)-grandisal and (1R,2S)-grandisol in Pissodes 

castaneus male-produced volatiles: Evidence of a sex pheromone 

Authors  Francisco A. Marques *, Scheila R. M. Zaleski, Sonia M. N. Lazzari, Gustavo 

Frensch, Grece A. Senhorini, Beatriz H. L. N. S. Maia, Armin G. Tröger, Wittko 

Francke, Edson T. Iede, Kenji Mori 

Journal Journal of the Brazilian Chemical Society 

Year 2011 

Volume 22(6) 

Pages 1050-1055 

Type Article 

Submitted 23 August 2010 

Accepted 15 February 2011 

Published 10 June 2011 

DOI https://doi.org/10.1590/S0103-50532011000600007  

JIF 1.434 (2011), 1.4 (2022) 

Supplement Mass spectra of grandisol and grandisal  
200

 

 

Contribution Chemistry (30%); enantioselective GC/MS analysis; manuscript: review, figure 2    

                                                           

200
  https://jbcs.sbq.org.br/audiencia_pdfSup.asp?aid2=460&nomeArquivo=v22n06a07_supl01.pdf   

Mass spectra:  s. Supporting Material  I.1  P 05.   



I Publikationen, chronologisch 

 

960 

 



Pissodes castaneus P 05 

 

961 

 



I Publikationen, chronologisch 

 

962 

 



Pissodes castaneus P 05 

 

963 

 



I Publikationen, chronologisch 

 

964 

 



Pissodes castaneus P 05 

 

965 



I Publikationen, chronologisch 

 

966 



Triatoma infestans 2 P 06 
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P 06 Triatoma infestans 2  

 

 

Title  Structure elucidation and synthesis of dioxolanes emitted by two 

Triatoma species (Hemiptera: Reduviidae) 

Authors  Björn Bohman, Armin G. Tröger, Stephan Franke, Marcelo G. Lorenzo, Wittko 

Francke, C. Rikard Unelius * 

Journal Journal of Natural Products 

Year 2011 

Volume 74 

Pages 690-694 

Type Article 

Submitted  

Accepted  

Published 12 April 2011 

DOI https://doi.org/10.1021/np100748r 

JIF 3.128 (2011), 5.1 (2022), 5 year 4.5 (2022) 

Supplement 
1
H, 

13
C-NMR, and NOESY spectra, NMR data and mass spectra of all new 

synthetic compounds  
201

 

 

Contribution Chemical synthesis (50%); writing experimental part all data and all figures, 

manuscript: figures 1 & 2, review 

 

  

                                                           

201
  https://pubs.acs.org/doi/suppl/10.1021/np100748r/suppl_file/np100748r_si_001.pdf   

NOESY-NMR-Spektren; Massenspektren:  s. Schwerpunkt-Kapitel  F.3.  

NMR-Daten und -Spektren:  s. Experimenteller Teil  H.4  und Anhang  G.8.   
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Tischeria ekebladella P 07 
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P 07 Tischeria ekebladella   

 

 

Title  Identification of the female-produced sex pheromone of Tischeria 

ekebladella, an oak leafmining moth 

Authors  Béla Péter Molnár, Armin G. Tröger, Teodora B. Toshova, Mitko Subchev, Erik J. 

van Nieukerken, J. C. Sjaak Koster, Gábor Szöcs *, Miklós Tóth, Wittko Francke 

Journal Journal of Chemical Ecology 

Year 2012 

Volume 38 

Pages 1298-1305 

Type Full Paper 

Submitted 27 April 2012 

Accepted 23 August 2012 

Published 30 September 2012, online 

DOI https://doi.org/10.1007/s10886-012-0184-9 

JIF 2.462 (2014), 2.3 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement Mass spectra and NMR data of all new synthetic compunds  
202

 

 

Contribution Chemical synthesis (100%); NMR charakterization; supplementary material, 

manuscript: figure 2 and review 

 

  

                                                           

202
  https://static-content.springer.com/esm/art%3A10.1007%2Fs10886-012-0184-

9/MediaObjects/10886_2012_184_MOESM1_ESM.doc    

NMR-Daten:  s. Schwerpunkt-Kapitel  F.2,  Anhang  G.5  und Experimenteller Teil  H.3.  
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P 08 Alloxysta victrix   

  
Title  Stereoselective synthesis of trans-fused iridoid lactones and their 

identification in the parasitoid wasp Alloxysta victrix, part II: 

Iridomyrmecins 

Authors  Robert Hilgraf, Nicole Zimmermann, Lutz Lehmann, Armin G. Tröger, Wittko 

Francke * 

Journal Beilstein Journal of Organic Chemistry 

Year 2012 

Volume 8 

Pages 1256-1264 

Type Full Paper 

Submitted 16 March 2012 

Accepted 20 July 2012 

Published 08 August 2012 

DOI https://doi.org/10.3762/bjoc.8.141 

JIF 2.801 (2012), 2.7 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement Experimental details and characterization data for synthesized compounds  
204

  

 

Contribution Chemistry (5%), NMR charakterisation and figures    

                                                           

204
  http://www.beilstein-journals.org/bjoc/content/supplementary/1860-5397-8-141-S1.pdf  

General remarks and experimental part (S2-S11):  s. Supporting Material  I.1  P 08.   
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993 

 

 

 

 

P 09 Xanthomonas euvesicatoria   

 

 

Title  Volatile organic compounds produced by the phytopathogenic 

bacterium Xanthomonas campestris pv. vesicatoria 85-10 

Authors  Teresa Weise, Marco Kai, Anja Gummesson, Armin G. Tröger, Stephan H. von 

Reuß, Silvia Piepenborn, Francine Kosterka, Martin Sklorz, Ralf Zimmermann, 

Wittko Francke, Birgit Piechulla * 

Journal Beilstein Journal of Organic Chemistry 

Year 2012 

Volume 8 

Pages 579-596 

Type Full Paper 

Submitted 09 February 2012 

Accepted 19 March 2012 

Published 17 April 2012 

DOI https://doi.org/10.3762/bjoc.8.65 

JIF 2.801 (2012), 2.7 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical analysis and synthesis (80%); manuscript: figures 2 and 3, table 1, 

schemes 1 and 2, review 
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Coffea arabica & Hypothenemus hampei P 10 
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P 10 Coffea arabica & Hypothenemus hampei   

 

 

Title  Coffee berry borer joins bark beetles in coffee klatch 

Authors  Juliana Jaramillo *, Baldwyn Torto, Dickson Mwenda, Armin G. Tröger, Christian 

Borgemeister, Hans-Michael Poehling, Wittko Francke 

Journal PLoS One 

Year 2013 

Volume 8 

Pages e74277, 1-15 

Type  

Submitted 03 April 2013 

Accepted 30 July 2013 

Published 20 September 2013 

DOI https://doi.org/10.1371/journal.pone.0074277 

JIF 3.234 (2014), 3.7 (2022) 

Supplement Mass spectrum of 1,6-dioxaspiro[4.5]decane, results of χ
2
 choice experiments 

205
 

 

Contribution Collection of plant material and extraction; GC/MS analysis, enantioselective 

GC/MS analysis, chemical synthesis (100%); manuscript: figures 1 & 2, table 1, 

review 

 

  

                                                           

205
  https://doi.org/10.1371/journal.pone.0074277.s001   

 https://doi.org/10.1371/journal.pone.0074277.s002   

 https://doi.org/10.1371/journal.pone.0074277.s003   

 https://doi.org/10.1371/journal.pone.0074277.s004   

Tables S11 - S13:  s. Supporting Material  I.1  P 10; 

Massenspektrum von 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan:  s. D.3.1.3.  
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P 11 Candida albicans  

 

 

Title  Acyclic sesquiterpenes released by Candida albicans inhibit growth of 

dermatophytes 

Authors  Jochen Brasch *, Felix Horter, Daniel Fritsch, Vera Beck-Jendroschek, Armin G. 

Tröger, Wittko Francke 

Journal Medical Mycology 

Year 2014 

Volume 52 

Pages 46-55 

Type Original Article 

Submitted 26 January 2013 

Accepted 09 June 2013 

Published 01 August 2013 

DOI https://doi.org/10.3109/13693786.2013.814174 

JIF 2.335 (2014), 2.9 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical analysis and synthesis (100%); figure 1 and review 
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P 12 Trichogramma turkestanica   

 

 

Title  Structure elucidation of female-specific volatiles released by the 

parasitoid wasp Trichogramma turkestanica (Hymenoptera: 

Trichogrammatidae) 

Authors  Armin G. Tröger, Teris A. van Beek, Martinus E. Huigens, Isabel M. M. S. Silva, 

Maarten A. Posthumus, Wittko Francke * 

Journal Beilstein Journal of Organic Chemistry 

Year 2014 

Volume 10 

Pages 767-773 

Type Full Paper 

Submitted 17 December 2013 

Accepted 07 March 2014 

Published 02 April 2014 

DOI https://doi.org/10.3762/bjoc.10.72 

JIF 2.762 (2014), 2.7 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement Experimental details and characterization data for synthesized compounds  
206

 

 

Contribution Chemical synthesis (100%); maniscript writing, all figures 

 

  

                                                           

206
  http://www.beilstein-journals.org/bjoc/content/supplementary/1860-5397-10-72-S1.pdf   

General Information (S2); gas chromatograms (S28-S31); NMR spectra (S32-S66): 

s. Supporting Material  I.1  P 12;   

Chromatogramme synthetischer Verbindungen:  s. Schwerpunkt-Kapitel  F.4.   

Experimenteller Teil:  s. H.5. 
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P 13 Conotrachelus psidii  

 
 

Title  (1R,2S,6R)-Papayanol, aggregation pheromone of the guava weevil, 

Conotrachelus psidii 

Authors  Angela M. Palacio-Cortes, Fabricio Valente, Emir B. Saad, Armin Tröger, Wittko 
Francke, Paulo H. G. Zarbin * 

Journal Journal of the Brazilian Chemical Society 

Year 2015 
Volume 26 
Pages 784-789 

Type Article 

Submitted 01 August 2015 
Accepted  
Published 24 February 2015, online 

DOI https://doi.org/10.5935/0103-5053.20150040 

JIF 1.096 (2015), 1.4 (2022) 

Supplement --- 

 
Contribution Chemical synthesis (75%); GC/MS analysis, enantioselective GC/MS analysis; 

manuscript revision; figure 3 
 
  



I Publikationen, chronologisch 

 

1050  

 



Conotrachelus psidii P 13 

 

1051 



I Publikationen, chronologisch 

 

1052  



Conotrachelus psidii P 13 

 

1053 



I Publikationen, chronologisch 

 

1054  



Conotrachelus psidii P 13 

 

1055 



I Publikationen, chronologisch 

 

1056  



Ceropegia dolichophylla P 14 

 

1057 

 
 
 
 

P 14 Ceropegia dolichophylla  

 
 

Title  Deceptive Ceropegia dolichophylla fools its kleptoparasitic fly 

pollinators with exceptional floral scent 

Authors  Annemarie Heiduk, Hanghui Kong, Irina Brake, Michael von Tschirnhaus, Till 
Tolasch, Armin G. Tröger, Elisabeth Wittenberg, Wittko Francke, Ulrich Meve, 
Stefan Dötterl * 

Journal Frontiers in Ecology and Evolution 

Year 2015 
Volume 3 
Pages 1-13 

Type Original Research 

Submitted 30 March 2015 
Accepted 10 June 2015 
Published 03 July 2015 

DOI https://doi.org/10.3389/fevo.2015.00066 

JIF 3 (2022) 

Supplement --- 

 
Contribution Identification and synthesis of compounds; enantioselective GC analysis; 

manuscript review, figures 1,2 & 3 
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P 15 Acanthoscelides obtectus  

 
 

Title  Pheromone Bouquet of the Dried Bean Beetle, Acanthoscelides obtectus 

(Col.: Chrysomelidae), Now Complete 

Authors  József Vuts, Wittko Francke, Kenji Mori, Paulo H. G. Zarbin, Antony M. Hooper, 
Jocelyn G. Millar, John A. Pickett, Miklós Tóth, Keith Chamberlain, John C. 
Caulfield, Christine M. Woodcock, Armin G. Tröger, Éva Balintné Csonka, Michael 
A. Birkett * 

Journal European Journal of Organic Chemistry 

Year 2015 
Volume  
Pages 4843-4846 

Type Full Paper 

Submitted 10 February 2015 
Accepted  
Published 27 May 2015, online 

DOI https://doi.org/10.1002/ejoc.201500196 

JIF 3.068 (2015), 2.8 (2022) 

Supplement Experimental procedures: GC, GC/MS or GC/ FT-IR, NMR; isolation of natural 
methyl (2E,4Z,7Z)-2,4,7-decatrienoate; synthesis and bioassays  207 

 
Contribution Enantioselective GC/MS analysis 

 
  

                                                           

207
  http://dx.doi.org/10.1002/ejoc.201500196  

Massenspektrum von Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat; enantiselektive GC, Bestimmung der absoluten 
Konfigruation von Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat:  s. Konspekt  D.2.3.1;   

Experimental procedures; mass spectrometric data of methyl (2E,4Z,7Z)-2,4,7-decatrienoate (S1-S3): 
s. Supporting Material  I.1  P 15;   

NMR spectra; IR spectra; bioassay: online.   
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Conotrachelus humeropictus P 16 
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P 16 Conotrachelus humeropictus  

 

 

Title  (1R,6R)-2,2,6-Trimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octan-4-one, a new 

monoterpene lactone produced by males of the cocoa borer 

Conotrachelus humeropictus (Col.: Curculionidae) 

Authors  Daiane Szczerbowski, Gabriela G. Torrens, Mauro A. C. M. Rodrigues, Olzeno 

Trevisan, Sandra M. S. Gomes, Armin Tröger, Kenji Mori, Wittko Francke, Paulo 

H. G. Zarbin * 

Journal Tetrahedron Letters 

Year 2016 

Volume 57 

Pages 2842-2844 

Type Letter 

Submitted 25 April 2016 

Accepted 10 May 2016 

Published 13 May 2016 

DOI https://doi.org/10.1016/j.tetlet.2016.05.036 

JIF 2.193 (2016), 1.8 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical synthesis and analysis; manuscript: figures 1,3 &4, review 

 

  



I Publikationen, chronologisch 

 

1078 

 



Conotrachelus humeropictus P 16 

 

1079 

 



I Publikationen, chronologisch 

 

1080 



Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 1 P 17 

 

1081 

 

 

 

 

P 17 Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 1 

 

 

Title  Thuja occidentalis: identification of volatiles and electroantennographic 

response by the invasive cedar bark beetle, Phloeosinus aubei 

Authors  Gabor Bozsik, Armin Tröger, Wittko Francke, Gábor Szöcs * 

Journal Journal of Applied Entomology 

Year 2016 

Volume 140 

Pages 434-441 

Type Original Contribution 

Submitted 24 July 2015 

Accepted 09 September 2015 

Published 29 October 2015 

DOI https://doi.org/10.1111/jen.12272 

JIF 1.641 (2016), 1.9 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution GC/MS analysis; manuscript: table, review 
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P 18 Eurosta solidaginis & Solidago altissima  

 

 

Title  Identification of an insect-produced olfactory cue that primes plant 

defenses 

Authors  Anjel M. Helms, Consuelo M. De Moraes, Armin Tröger, Hans T. Alborn, Wittko 

Francke, John F. Tooker, Mark C. Mescher * 

Journal Nature Communications 

Year 2017 

Volume 8(337) 

Pages 1-9 

Type Article 

Submitted 28 March 2017 

Accepted 21 June 2017 

Published 24 August 2017 

DOI https://doi.org/10.1038/s41467-017-00335-8 

JIF 12.353 (2017), 16.6 (2022) 

Supplement Data on feeding bioassays  
208

 

 

Contribution Research and data analysis; GC/MS analysis; manuscript: figure 1 

 

  

                                                           

208
  https://static-content.springer.com/esm/art%3A10.1038%2Fs41467-017-00335-

8/MediaObjects/41467_2017_335_MOESM1_ESM.pdf  

Tables 1 and 2: s. Supporting Material  I.1  P 18.   
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Megacyllene caryae, M. robiniae, Callisphyris apicicornis P 19 

 

1103 

 

 

 

 

P 19 Megacyllene caryae, M. robiniae, Callisphyris apicicornis 

 

 

Title  Evidence that Cerambycid Beetles Mimic Vespid Wasps in Odor as well 

as Appearance 

Authors  Robert F. Mitchell *, Tomislav Curkovic, Judith A. Mongold-Diers, Lara 

Neuteboom, Hans-Martin Galbrecht, Armin Tröger, Jan Bergmann, Wittko 

Francke, Lawrence M. Hanks 

Journal Journal of Chemical Ecology 

Year 2017 

Volume 43 

Pages 75-83 

Type Full Paper 

Submitted 13 June 2016 

Accepted 30 November 2016 

Published 19 December 2016, online 

DOI https://doi.org/10.1007/s10886-016-0800-1 

JIF 2.419 )2017), 2.3 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement Synthesis of new spiroacetals; mass spectra; chromatogram of a natural extract, 

SIM data, unidentified compounds  
209

 

 

Contribution CG/MS analysis and structure elucidation, Chemical synthesis; manuscript: figure 

mass spectra, review; writing experimental part 

 

  

                                                           

209
  https://static-content.springer.com/esm/art%3A10.1007%2Fs10886-016-0800-

1/MediaObjects/10886_2016_800_MOESM1_ESM.docx  

Syntheseschema; Massenspektrum von nichtnatürlichem 8-Propyl-1,7-dioxaspiro[5.6]dodecan:  

s. Konspekt  D.2.3.2.   

Syntheses, experimental procedures; chromatogram of a natural extract; mass spectrum of  

(2E,8E)-2,8-dimethyl-1,7-dioxaspiro[5.5]undecane; SIM-chromatograms; mass spectra of unidentified 

compounds:  s. Supporting Material  I.1  P 19.   
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1113 

 

 

 

 

P 20 Yucca reverchonii  

 

 

Title  The Pattern of Straight Chain Hydrocarbons Released by Yucca Flowers 

(Asparagaceae) 

Authors  Armin Tröger, Glenn P. Svensson, David M. Althoff, Kari A. Segraves, Robert A. 

Raguso, Wittko Francke * 

Journal Journal of Chemical Ecology 

Year 2019 

Volume 45 

Pages 46-49 

Type Rapid Communication 

Submitted 09 August 2018 

Accepted 25 November 2018 

Publisched 10 December 2018, online 

DOI https://doi.org/10.1007/s10886-018-1037-y 

JIF 2.117 (2019), 2.3 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement --- 

 

Contribution Chemical analysis and synthesis (100%); manuscript writing, review and editing; 

figure 
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Yucca spp. & Yucca-Motten 2 P 21 

 

1119 

 

 

 

 

P 21 Yucca spp. & Yucca-Motten 2 

 

 

Title  Tetranorsesquiterpenoids as Attractants of Yucca Moths to Yucca 

Flowers 

Authors  Armin G. Tröger, Glenn P. Svensson, Hans-Martin Galbrecht, Robert Twele, 

Joseph M. Patt, Stefan Bartram, Paulo H. G. Zarbin, Kari A. Segraves, David M. 

Althoff, Stephan von Reuss, Robert A. Raguso *, Wittko Francke 

Journal Journal of Chemical Ecology 

Year 2021 

Volume 47 

Pages 1025-1041 

Type Full Paper 

Submitted 01 July 2021 

Accepted 23 August 2021 

Published 10 September 2021 

DOI https://doi.org/10.1007/s10886-021-01308-4 

JIF 2.793 (2021), 2.3 (2022), 5 year 2.6 (2022) 

Supplement Information about moth species and floral scent samples of Yucca species; table 

of identified compounds; chromatogram of a natural extract; enantioselective 

GC/MS; NOESY and GC/FT-IR spectra; syntheses of filamentolid, filamentol, 

filamental, and filamentone  
210

 

 

Contribution Collection of natural extracts; Chemical analysis, GC/MS and enantioselctive 

GC/MS; structural determinations; organic synthesis (90%); manuscript writing, 

revision and editing, figures 

 

  

                                                           
210

  https://static-content.springer.com/esm/art%3A10.1007%2Fs10886-021-01308-

4/MediaObjects/10886_2021_1308_MOESM1_ESM.docx  

Table S1 and S2; general information; synthesis of filamentol, filamental, and filamentone:  

s. Supporting Material  I.1  P 21;   

Identifizierte Verbindungen (Table S3); Chromatogramm Headspace-Extrakt; Synthese und Bestimmung der 

absoluten Konfiguration von Filamentolid; NOESY-NMR- und IR-Spektren; Synthese von 

Referenzverbindungen zur Identifizierung von E1 (Yu.D):  

s. Schwerpunkt-Kapitel  F.6.,  Anhang  G.10  und Experimenteller Teil  H.7.   
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P 22 Thuja occidentalis & Phoeosinus aubei 2 

 

 

Title  (−)-Myrtenol and (−)-α-Pinene: Aggregation Pheromone Components of 

the Cypress Bark Beetle Phloeosinus aubei 

Authors  Gábor Bozsik *, Béla Péter Molnár, Kristóf Hegedüs, Tibor Soós, Stefan Schulz, 

Armin Tröger *, Wittko-Francke, Gábor-Szőcs 

Journal Journal of Applied Entomology 

Year 2024 

Volume 148(4) 

Pages 351-363 

Type Original Article 

Submitted 20 September 2023 

Accepted 02 January 2024 

Published 22 January 2024, online 

DOI https://doi.org/10.1111/jen.13231 

JIF 1.9 (2022) 

Supplement GC-EAD-, GC/MS-, and EAG-conditions; synthesis of (+)-myrtenol; mass spectra 

of myrtenol and α-pinene  
211

 

 

Contribution Investigation, GC/MS analysis and enantioselctive GC/MS analysis; writing 

original draft, review and editing, figures; formal analysis; conceptualization; 

methodology. 

 

  

                                                           

211
  https://onlinelibrary.wiley.com/action/downloadSupplement?doi=10.1111%2Fjen.13231&file=jen13231-

sup-0001-Supinfo.docx  

Data availability: https://doi.org/10.5281/zenodo.10118690  

General information; synthesis of (+)-myrtenol; mass spectra of myrtenol and α-pinene:  

s. Supporting Material  I.1  P 22.   
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I.1 Supporting Material 

 

P 03 Triatoma infestans 1  

 

 

(4S,5S)-2,2,4-Triethyl-5-methyl-1,3-dioxolane: A new volatile released by a triatomine 

bug 

C. Rikard Unelius *, Björn Bohman, Marcelo G. Lorenzo, Armin G. Tröger, Stephan Franke, 
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  Chromatogramme der Naturextrakte; Massenspektrum von 2,2-Diethyl-4,4,5-trimethyl-1,3-dioxolan: 

s. Schwerpunkt-Kapitel  F.3; 

NMR-Spektren: s. Anhang  G.8; 

Experimenteller Teil:  s. H.4.   
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(1R,2S,6R)-2-Hydroxymethyl-2,6-dimethyl-3-oxabicyclo[4.2.0]octane, a new volatile 

released by males of the papaya borer Pseudopiazurus obesus (Col.: Curculionidae) 

Paulo H. G. Zarbin, Marcos A. B. Moreira, Jenny Haftmann, Armin G. Tröger, Stephan Franke, 

Jürgen Kopf, Kenji Mori, Wittko Francke * 

Organic Letters 12, 2447-2449 (2010) 

https://doi.org/10.1021/ol100074q 

 

Supplement 
213

 

https://pubs.acs.org/doi/suppl/10.1021/ol100074q/suppl_file/ol100074q_si_001.pdf   

 

                                                           

213
  NOESY-NMR-Spektren: s. D.2.3.4;  

NMR Daten: s. Anhang  G.6.  
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Identification of (1R,2S)-grandisal and (1R,2S)-grandisol in Pissodes castaneus male-

produced volatiles: Evidence of a sex pheromone 

Francisco A. Marques *, Scheila R. M. Zaleski, Sonia M. N. Lazzari, Gustavo Frensch, Grece A. 

Senhorini, Beatriz H. L. N. S. Maia, Armin G. Tröger, Wittko Francke, Edson T. Iede, Kenji Mori 

Journal of the Brazilian Chemical Society 22, 1050-1055 (2011) 
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Stereoselective synthesis of trans-fused iridoid lactones and their identification in the 

parasitoid wasp Alloxysta victrix, part II: Iridomyrmecins 

Robert Hilgraf, Nicole Zimmermann, Lutz Lehmann, Armin G. Tröger, Wittko Francke * 

Beilstein Journal of Organic Chemistry 8, 1256-1264 (2012) 

https://doi.org/10.3762/bjoc.8.141 
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  Massenspektrum von 1,6-Dioxaspiro[4.5]decan: s. D.3.1.3.  
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Structure elucidation of female-specific volatiles released by the parasitoid wasp 
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  Syntheses and analytical data:  s. Schwerpuntkapitel  F.4  und Experimenteller Teil  H.5. 
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3. Gas chromatograms 

Fig. S1: TIC-Chromatograms (m/z 236) of tetramethyltrideca-2,4-dienes 8, 14, and 15; a = anti, s = syn (for conditions see general information). 
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Fig. S2: TIC-Chromatograms (m/z 236) of 4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene 15. A: mixture of all isomers of (2E,4EZ)-15, B: (2E,4EZ)-syn,syn-15. 
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Fig. S3: TIC-Chromatograms of 4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene-1-ol. A: mixture of all (2E,4EZ)-isomers (23 and 23a), B: (2E,4E)-syn,syn-23 and (2E,4Z)-syn,syn-23a. 
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Fig. S4: Enantioselective GC/MS-SIM-chromatogram (m/z 111, 125, 126) of syn,syn-2,4,6-trimethylnonan-1-ol (20). A: (2R,4R,6R)-20, B: racemate, C: mixture of A and B. 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of  anti-5-(tert-butyldimethylsilyloxy)-2,4-dimethylpentan-1-ol (3) S34 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of  anti-5-(tert-butyldimethylsilyloxy)-1-(p-toluenesulfonyloxy)-2,4-dimethylpentane (4) S36 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of  anti-5-(tert-butyldimethylsilyloxy)-1-(p-toluenesulfonyloxy)-2,4-dimethylpentane (4) S37 

O
S

O O

O
Si

4



P 12 Trichogramma turkestanica 

 

1196 

1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of 2,4,8-trimethylnonan-1-ol (6) S38 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of 2,4,8-trimethylnonan-1-ol (6) S39 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of 2,4,8-trimethylnonanal (7)  S40 

O

7



Trichogramma turkestanica P 12 

 

1199 

13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of 2,4,8-trimethylnonanal (7)  S41 
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1H-NMR spectrum (500 MHz, CDCl3) of 2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-diene (8)  S42 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of 2,6,8,12-tetramethyltrideca-2,4-diene (8)  S43 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of anti-5-benzyloxy-2,4-dimethylpentan-1-ol (9)  S44 

OHO
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of anti-5-benzyloxy-2,4-dimethylpentan-1-ol (9)  S45 

OHO
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1H-NMR spectrum (500 MHz, CDCl3) of anti-5-benzyloxy-2,4-dimethylpentanal (10) S46 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (126 MHz, CDCl3) of anti-5-benzyloxy-2,4-dimethylpentanal (10)  S47 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of (5E/Z,7E)-anti-1-benzyloxy-2,4,6-trimethylnona-5,7-diene (11)  S48 

O
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of (5E/Z,7E)-anti-1-benzyloxy-2,4,6-trimethylnona-5,7-diene (11)  S49 

O
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of (4E/Z)-2,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene (14)  S50 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (126 MHz, CDCl3) of (4E/Z)-2,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene (14)  S51 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of syn,syn-4,6-dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol (17)  S52 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (126 MHz, CDCl3) of syn,syn-4,6-dimethyl-7-(triphenylmethyloxy)heptan-2-ol (17)  S53 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of syn-syn-2,4,6-trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonane (19)  S54 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of syn-syn-2,4,6-trimethyl-1-(triphenylmethyloxy)nonane (19)  S55 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of syn,syn-2,4,6-trimethylnonan-1-ol (20)  S56 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of syn,syn-2,4,6-trimethylnonan-1-ol (20)  S57 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of syn,syn-2,4,6-trimethylnonanal (21)  S58 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of syn,syn-2,4,6-trimethylnonanal (21)  S59 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene (22)  S60 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-diene (22)  S61 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of methyl (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-dienoate  S62 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (101 MHz, CDCl3) of methyl (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-dienoate  S63 
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1H-NMR spectrum (400 MHz, CDCl3) of (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (23)  S64 
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13C-PENDANT-NMR spectrum (126 MHz, CDCl3) of (2E,4E/Z)-syn,syn-4,6,8,10-tetramethyltrideca-2,4-dien-1-ol (23)  S65 
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Pheromone Bouquet of the Dried Bean Beetle, Acanthoscelides obtectus (Col.: 

Chrysomelidae), Now Complete 

József Vuts, Wittko Francke, Kenji Mori, Paulo H. G. Zarbin, Antony M. Hooper, Jocelyn G. Millar, 

John A. Pickett, Miklós Tóth, Keith Chamberlain, John C. Caulfield, Christine M. Woodcock, Armin 

G. Tröger, Éva Balintné Csonka, Michael A. Birkett * 
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  Massenspektrum von Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat; enantiselektive GC, Bestimmung der absoluten 

Konfigruation von Methyl-(2E)-2,4,5-tetradecatrienoat:  s. Konspekt  D.2.3.1; 

NMR spectra; IR spectra; bioassay: online.     
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Identification of an insect-produced olfactory cue that primes plant defenses 
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Evidence that Cerambycid Beetles Mimic Vespid Wasps in Odor as well as Appearance 
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  Scheme Synthesis of 2-methyl-7-propyl-1,6-dioxaspiro[4.6]undecane (H) and 8-propyl-1,7-

dioxaspiro[5.6]dodecane (I); 70 eV EI-mass spectrum of the non-natural 8-propyl-1,7-
dioxaspiro[5.6]dodecane (I): s. Konspekt  D.2.3.2.   
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  Identifizierte Verbindungen (Table S3); Chromatogramm Headspace-Extrakt; Synthese und Bestimmung der 

absoluten Konfiguration von Filamentolid; NOESY-NMR- und IR-Spektren; Synthese von 
Referenzverbindungen zur Identifizierung von E1 (Yu.D):  
s. Schwerpunkt-Kapitel  F.6,  Anhang  G.10  und Experimenteller Teil  H.7.   
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K Chemikalienverzeichnis  

Auflistung der in dieser Arbeit verwendeten Chemikalien mit Einstufung der Gefahrstoffe nach GHS  

* mit im Text verwendeten Synonymen, Abkürzungen und chemischen Formeln 

fett KMR-H-Sätze  

grau H-Sätze, Teil der GHS, aber nicht der EU-CLP-Verordnung 

--- kein gefährlicher Stoff nach GHS 

? Verfügbare Datenbasis für CLP-Einstufung nicht ausreichend bzw. 

Einstufungskriterien nicht erfüllt 

GHS-Liste der KMR-H-Sätze (H300-Reihe Gesundheitsgefahren H340 bis H362): s. K.1.1 

   Liste der H- und P-Sätze sowie der Gefahrensymbole nach GHS: s. K.2.1 

Quellen: •  CLAKS, Chemikalien Lager- Kataster System der Universität Hamburg, 2024. 
 •  GESTIS Stoffdatenbank, Deutsche Gesetzliche Unfallversicherung e.V. (DGUV), Berlin 

https://gestis.dguv.de/data 
 •  ECHA, European Chemicals Agency 

https://echa.europa.eu 
 •  CAS SciFinder, Chemical Abstracts Service, 

https://scifinder-n.cas.org/ 
 •  Sigma-Aldrich Merck, https://www.sigmaaldrich.com 
 •  Thermo Fisher  https://www.thermofisher.com/de/de/home.html 

Kommentare der Hersteller 

R11 Leichtentzündlich 

S16 Von Zündquellen fernhalten - Nicht rauchen 

S23 Gas/Rauch/Dampf/Aerosol nicht einatmen 

S24/25 Berührung mit den Augen und der Haut vermeiden 

K.1 Liste der verwendeten KMR-Stoffe 

, die gemäß 

• Anhang I (PDF, 2 MB) der Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 über die Einstufung, 
Kennzeichnung und Verpackung von Stoffen und Gemischen (GHS- bzw. CLP-Verordnung) 

• Tabelle 3 des Anhangs VI "Harmonisierte Einstufung und Kennzeichnung für bestimmte 
gefährliche Stoffe" der Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 bis einschließlich des Anhangs VI 
Verordnung (EU) Nr. 2020/1182 

• EU-"Stoffrichtlinie" 67/548/EWG (ersetzt durch Verordnung (EG) Nr. 1272/2008) 
• TRGS 905 "Verzeichnis krebserzeugender, erbgutverändernder oder 

fortpflanzungsgefährdender Stoffe" / "Verzeichnis krebserzeugender, keimzellmutagener 
oder reproduktionstoxischer Stoffe" 

• TRGS 906 "Verzeichnis krebserzeugender Tätigkeiten oder Verfahren nach § 3 Abs. 2 Nr. 3 
GefStoffV" 

• Verzeichnis aller in der Bundesrepublik Deutschland eingestuften KMR-Stoffe (KMR-Liste) des 
Instituts für Arbeitsschutz der Deutschen Gesetzlichen Unfallversicherung (IFA) 

als karzinogen (krebserzeugend, carzinogen), keimzellmutagen (erbgutverändernd) oder 
reproduktionstoxisch (fortpflanzungsgefährdend) (KMR bzw. CMR) eingestuft sind. 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

1,1-Dimethylhydrazin 57-14-7 

 

H225-H301+H311+H331-
H314-H335-H350-H411 

P201-P210-P280-
P301+P310+P330-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

1,2-Dibromethan 106-93-4 

 

H301+H311+H331-H315-H319-
H335-H350-H411 

P201-P273-P280-P302+P352-
P304+P340-P305+P351+P338-
P308+P310 

 

1,3-Dimethyl-3,4,5,6-tetrahydro-2(1H)-pyrimidinon; Dimethylpropylenharnstoff (DMPU)  7226-23-5 

 

H302-H318-H361f P202-P264-P280-P301+P312-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

1,4-Dioxan 123-91-1 

 

H225-H319-H335-H350 
EUH019-EUH066 

P202-P210-P233-P240-
P305+P351+P338-P308-P313 

 

1-Brompropan; n-Propylbromid 106-94-5 

 

H225-H315-H319-H335-H336-
H351-H360FD-H373-H412-
H420 

P210-P273-P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P308+P313-
P502 

 

2-Brompropan; Isopropylbromid 75-26-3 

 

H225-H360F-H373 P201-P210-P308+P313 

 

2-Methylbut-2-en; Trimethylethylen 513-35-9 

 

H225-H302-H304-H315-H336-
H341-H351-H411 

P210-P240-P243-P273-
P301+P310+P331-P403+P235 

 

Aceton  67-64-1 

 

H225-H319-H336 
H303-H305-H313-H316-H320-
H333-H335-H361-H372 
EUH066 

P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Aceton-d6; Hexadeuteroaceton 666-52-4 

 

H225-H303-H305-H313-H316-
H319-H333-H336-H361fd-H373 
EUH066 

P210-P233-P240-P241-P242-
P243-P264-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P337+P313-
P370+P378-P403+P235-P501-
P305+P351+P338 

 

Allylbromid; 3-Brompropen 106-95-6 

 

H225-H301-H331-H314-H340-
H350-H400 

P210-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

Benzol 71-43-2 

 

H225-H304-H315-H319-H340-
H350-H372-H412 

P201-P210-P273-
P301+P330+P331-P302+P352-
P308+P313 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Benzol-d6; Hexadeuterobenzol 1076-43-3 

 

H225-H304-H315-H319-H340-
H350-H372-H412  

P201-P202-P210-P233-P240-
P241-P242-P243-P260-P264-
P280-P281-P301+P310-
P302+P352-P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P308+P313-
P321-P331-P332+P313-GHS 
P337+P313-P370+P378-P273-
P403+P235 

 

Benzophenon 119-61-9 

 

H302-H315-H317-H319-H335-

H350-H373-H400-H412 
P202-P260-P273-P280-
P308+P313-P405 

 

Chinolin; Benzo(b)pyridin; Quinolin 91-22-5 

 

H301-H312-H315-H319-H341-
H350-H411 

P201-P273-P280-
P301+P310+P330-P308+P313-
P391 

 

Chloroform  67-66-3 

 

H302-H331-H315-H319-H351-
H361d-H336-H372-H412 

P201-P273-P301+P312+P330 

 

Chloroform-d; CDCl3 865-49-6 

 

H302-H315-H319-H331-H336-
H351-H361d-H372 

P202-P301+P312-P302+P352-
P304+P340+P311-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

Chrom(VI)oxid; Chromtrioxid 1333-82-0 

 

H271-H310+H330-H301-
H314-H317-H334-H335-
H340-H350-H361f-H372-
H410 

P210-P221-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Crotonaldehyd 123-73-9 (E) 

 

H225-H301-H311-H330-
H315-H318-H335-H341-
H373-H400 

P210-P273-P280-
P301+P310+P330-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338+P310 

 

Dichlormethan (DCM)  75-09-2 

 

H315-H319-H336-H351 P201-P302+P352-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

Diisobutylaluminiumhydrid-Lösung (1 M in hexanes) (DIBAlH) 1191-15-7 

 

H225-H250-H260-H304-H314-
H336-H361f-H373-H411 
EUH014 

P210-P222-P231+P232-P273-
P280-P301+P330+P331-
P302+P334-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P335+334-
P370+P378-P402+404 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Diisopropylazodicarboxylat (DIAD) 2446-83-5 

 

H228-H240-H302-H315-H317-
H319-H335-H351-H373-H411 

P202-P261-P273-P302+P352-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

Dimethylformamid, N,N- (DMF)  68-12-2 

 

H226-H312+H332-H319-H360D P201-P210-P302+P352-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

Di-tert-butylperoxid; tert-Butylperoxid 110-05-4 

 

H225-H242-H341-H412 P210-P-220-P273-P280-
P308+P313-P370+P378-
P403+P235-P410-P411+P235 

 

Ethylenoxid  75-21-8 

 

H220-H230-H280-H301-H331-
H314-H335-H336-H372-H340-
H350-H360Fd 

P202-P210-P260-P280-
P303+P361+P353+P315-
P304+P340+P315-
P303+P361+P353+P315-
P305+P351+P338+P315-
P308+P313-P377-P381-P403-
P405 

 

Hexan, n-  110-54-3 

 

H225-H304-H315-H336-H361f-
H373-H411 

P201-P210-P273-
P301+P330+P331-P302+P352-
P308+P313 

 

Imidazol  288-32-4 

 

H302-H314-H360D P260-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Kaliumhexamethyldisilazid (KHMDS), 10-20% in Toluol 40949-94-8 

 

H290-H302-H304-H303-H312-
H314-H318-H332-H336-H361d-
H373-H410-H412 
AUH014-EUH014- 

P210-P260-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363 

 

Kaliumhexamethyldisilazid 1 M in THF (KHMDS) 40949-94-8 

 

H225-H302-H314-H335-H336-
H351 
EUH019 

P210-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Kaliumpermanganat; KMnO4 7722-64-7 

 

H272-H302-H314-H361d-
H373-H410 

P210-P260-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Lindlar-Katalysator, ~ 5% Palladium auf CaCO3, mit Blei vergiftet.  

 

H228-H360FD-H362-H373-
H410 

P202-P210-P260-P263-P273-
P308+P313 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Lithiumdiisopropylamid-Lsg 1 M in THF/hexanes 4111-54-0 

 

H225-H250-H260-H302-
H304-H314-H335-H336-
H351-H361f-H373-H411 

P210-P231+P232-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-
P370+P378 

 

Methyliodid; Idomethan  74-88-4 

 

H301+H331-H312-H315-H335-
H351 

P201-P280-P301+P310-
P302+P352-P304+P340-P311 

 

Natriumborhydrid  16940-66-2 

 

H260-H301-H314-H360FD P231+P232-P260-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Natriumhexamethyldisilazid-Lösung (1 M in THF) (NaHMDS) 1070-89-9 

 

H225-H314-H335-H336-H351 
EUH014-EUH019 

P202-P210-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

n-Butyllithium-Lösung (1.6 N in hexanes)  109-72-8 

 

H225-H250-H260-H304-H314-
H336-H361f-H411 
EUH014 

P210-P231+P232-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P370+P378 

 

Nickel(II)chlorid  7718-54-9 (H2O-frei), 7791-20-0 (·6H2O) 

 

H301+H331-H315-H317-H334-
H341-H350i-H360D-H372-H410 

P201-P273-P280-P301+P310-
P302+P352-P304+P340+P311 

 

Ozon; O3 ca. 2-3% in O2 10028-15-6 

 

H240-H270-H280-
H314-H315-H318-
H319-H330-H335-
H341-H361-H370-
H372-H400-H402-
H410 
EUH006-EUH071 

P220-
305+P351+P338+P315-
P284 

 

Petrolether 30-60 (PE) 8032-32-4 

 

H225-H304-H340-H350 P201-P210-P280-P301+P310-
P308+P313-P331-P370+P378 

 

Petrolether 35-50  

 

H225-H304-H315-H336-H361f-
H373-H411 

P201-P210-P240-P260-P262-
P273-P301+P310+P331-
P370+P378-P501 

 

Petrolether 60-70 (PE) 101316-46-5 

 

H225-H304-H315-H336-H361f-
H373-H411 

P202-P210-P273-P301+P310-
P303+P361+P353-P331 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Propylenoxid; 1,2-Epoxypropan; Methyloxiran 16088-62-3 (S), 15448-47-2 (R), 75-56-9 (rac) 

 

H224-H302-H311+H331-
H312+H332-H315-H319-H335-
H340-H350 

P210-P233-P280-
P303+P361+P353-P308+P313-
P403+P233 

 

Propyloxiran; 1,2-Epoxypentan 1003-14-1 

 

H225-H302+H312+H332-H319-
H351 

P201-P210-P280-
P302+P352+P312-
P304+P340+P312-P308+P313 

 

Pyridiniumchlorochromat (PCC) 26299-14-9 

 

H272-H317-H350i-H410 P202-P210-P273-P280-
P302+P352-P308+P313 

 

Pyridiniumdichromat (PDC) 20039-37-6 

 

H228-H314-H317-H350i-
H410 

P210-P260-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Quecksilber(II)chlorid 7487-94-7 

 

H341-H361f-H300-H372-H314-
H410 

P260-P273-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Schwefelkohlenstoff; Kohlendisulfid 75-15-0 

 

H225-H332-H315-H319-
H361fd-H372 

P201-P210-P303+P361+P353-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338-P308+P313 

 

tert-Butylhydroperoxid-Lsg 50-80% in Di-tert-butylperoxid / H2O 3:2 75-91-2 (TBHP) 

 

H226-H242-H302-H311-
H330-H314-H317-H318-
H341-H335-H411 

P210-P220-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

tert-Butylhydroperoxid-Lsg 70% in H2O (TBHP) 75-91-2 

 

H226-H242-H302-H311-
H314-H317-H330-H335-
H341-H411 

P210-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-
P370+P378 

 

Tetrachlorkohlenstoff  56-23-5 

 

H301+H311+H331-H317-H351-
H372-H412-H420 

P273-P280-P301+P310-
P302+P352+P312-
P304+P340+P311-P502 

 

Tetrahydrofuran (THF)  109-99-9 

 

H225-H302-H319-H335-H336-
H351 
EUH019 

P210-P280-P301+P312+P330-
P305+P351+P338 

 

Tetrahydrofuran-d8 (THF-d8) 1693-74-9 

 

H225-H302-H319-H335-H336-
H351 

P202-P210-P233-P301+P312-
P305+P351+P338-P308+P313 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Tetralin; 1,2,3,4-Tetrahydronaphthalin 119-64-2 

 

H304-H315-H319-H351-H411 
EUH019 

P201-P273-P301+P310+P331-
P302+P352-P305+P351+P338-
P308+P313 

 

Toluol  108-88-3 

 

H225-H315-H361d-H336-H373-
H304-H412 

P202-P210-P273-P301+P310-
P303+P361+P353-P331 
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K.1.1 Liste der KMR-H-Sätze 

H300-Reihe: Gesundheitsgefahren (H340 bis H362) 

Code Wortlaut 

H340 Kann genetische Defekte verursachen (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass 
diese Gefahr bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H341 Kann vermutlich genetische Defekte verursachen (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig 
belegt ist, dass diese Gefahr bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H350 Kann Krebs erzeugen (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass diese Gefahr bei 
keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H350i Kann bei Einatmen Krebs erzeugen. 

H351 Kann vermutlich Krebs erzeugen (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass diese 
Gefahr bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H360 Kann die Fruchtbarkeit beeinträchtigen oder das Kind im Mutterleib schädigen (konkrete Wirkung 
angeben, sofern bekannt) (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass die Gefahr 
bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H360F Kann die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. 

H360D Kann das Kind im Mutterleib schädigen. 

H360FD Kann die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. Kann das Kind im Mutterleib schädigen. 

H360Fd Kann die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. Kann vermutlich das Kind im Mutterleib schädigen. 

H360Df Kann das Kind im Mutterleib schädigen. Kann vermutlich die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. 

H361 Kann vermutlich die Fruchtbarkeit beeinträchtigen oder das Kind im Mutterleib schädigen 
(konkrete Wirkung angeben, sofern bekannt) (Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt 
ist, dass die Gefahr bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

H361f Kann vermutlich die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. 

H361d Kann vermutlich das Kind im Mutterleib schädigen. 

H361fd Kann vermutlich die Fruchtbarkeit beeinträchtigen. Kann vermutlich das Kind im Mutterleib 
schädigen. 

H362 Kann Säuglinge über die Muttermilch schädigen. 
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K.2 Liste der verwendeten Chemikalien (nicht KMR) 

Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

(9Z)-Tetradecensäure; 9-Tetradecenoic acid, (Z)-; Myristoleinsäure 544-64-9 

 

H315-H319-H335 P261-P305+P351+P338 

 

(DHQ)2-PHAL; Hydrochinin-1,4-phthalazindiyldiether 140924-50-1 

 

H317 P280-P302+P352 

 

(DHQD)2-PHAL; Hydrochinidin-1,4-phthalazindiyldiether 140853-10-7 

? ? ? 
 

[RuCl(p-cymene)BINAP]Cl; Chloro[2,2‘-bis(diphenylphosphino)-  130004-33-0 (S)-(-), 
1,1‘-binaphthyl](p-cymol)ruthenium(II)chlorid 145926-28-9 (R)-(+) 

 

H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

1,1,1,3,3,3-Hexamethyldisilazan(HMDS) 999-97-3 

 

H225-H302-H311+H331-H332-
H314-H412 

P210-P260-P280-
P301+P330+P331-P302+P352-
P304+P340-P305+P308+P310-
P351+P338-P403+P235 

 

1,4-Diazabicyclo[2.2.2]octan (DABCO) 280-57-9 

 

 H228-H302-H315-H318 

 

1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en (DBU) 6674-22-2 

 

H301-H314-H412-H290 P273-P280-P301+P310+P330-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

18-Krone-6; 1,4,7,10,13,16-Hexaoxacyclooctadecan 17455-13-9 

 

H302 P264-P270-P301+P312-P501 

 

1-Brom-2-penten, (E)- 7348-71-2 

 

H226-H314 P210-P233-P240-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

1-Brom-3-methylbut-2-en 870-63-3 

 

H314-H226 P210-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

1-Brom-3-methylbutan; Isoamylbromid; Isopentylbromid 107-82-4 

 

H225-H315-H319-H335-H411 P210-P233-P240-P273-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

1-Brombutan 109-65-9 

 

H225-H315-H319-H335-H411 P210-P273-P240-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

1-Bromdecan; 1-Decylbromid 112-29-8 

 

H315-H319 P264-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P332+P313-
P337+P313 

 

1-Bromdodecan; 1-Dodecylbromid 143-15-7 

 

H315 P264-P280-P302+P352-
P332+P313-P362+P364 

 

1-Bromhenicosan; 1-Henicosylbromid 4276-50-0 

? ? ? 
 

1-Bromheptan; n-Heptylbromid 629-04-9 

 

H226 P210-P233-P240-P241-P242-
P243 

 

1-Bromhexan   111-25-1 

 

H226-H315-H335-H411 P210-P241-P273-P280-
P303+P361+P353-P501 

 

1-Bromnonan 693-58-3 

 

H400 P273-P391-P501 

 

1-Bromoctan; 1-Octylbromid 111-83-1 

 

H410 P273-P391-P501 

 

1-Brompent-4-en; 5-Brom-1-penten  1119-51-3 

 

H226-H315-H319-H335 P210-P302+P352-
P305+P351+P338 

 

1-Brompentan; n-Pentylbromid  110-53-2 

 

H226-H315-H411 P210-P280-P303+P361+P353-
P403+P235-P501 

 

1-Bromtetradecan; Myristylbromid; 1-Tetradecylbromid 112-71-0 

? ? ? 
 

1-Bromtridecan; 1-Tridecylbromid 765-09-3 

 

302-H315-H318-H335 P261-P264-P280-P301+P312-
P302+P352-P304+P340-
P305+P351+P338-P310-P321-
P330-P332+P313-P362-
P403+P233-P405 

 

1-Bromundecan; 1-Undecylbromid 693-67-4 

 

H315-H319-H332-H335 P261-P280-P302+P352-
P304+P340-P305+P351+P338 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

1-Butanol; n-Butanol, Butylalkohol 71-36-3 

 

H226-H302-H315-H318-H335-
H336 

P210-P233-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

1-Hexadecen; Hexadec-1-en 629-73-2 

 

H304 
EUH066 

P301+P310-P331 

 

1-Hexin 693-02-7 

 

H225-H304-H315-H319-H335 P210-P261-P301+P310-
P305+P351+P338-P331 

 

1-Iodpropan; n-Propyliodid 107-08-4 

 

H226-H332-H315-H319-H335-
H412 

P210-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P312 

 

1-Octadecanol; Stearylalkohol 112-92-5 

--- --- --- 
 

2,2-Dimethylcyclohexanon 1193-47-1 

 

H226-H302+H312+H332 P280-P302+P352-P210-
P301+P312-P304+P340 

 

2,4-Dimethylglutarsäuredimethylester; anti- 2121-68-8 

? ? ? 
 

2,4-Dinitrophenylhydrazin (DNPH) 119-26-6 

 

H206-H302 P210-P212-P230-P233-P280-
P370+P380+P375-P501 

 

2-Brompentan 107-81-3 

 

H225-H315-H411 P210-P370+P378-P403+P235 

 

2-Butanol; sec-Butanol; 1-Methyl-1-propanol 224-168-1 (S), 238-967-8 (R) 

 

H226-H319-H335-H336 
 

P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

2-Methyl-1,3-propandiol 2163-42-0 

--- --- --- 
 

2-Methylbutanal; 2-Methylbutyraldehyd 96-17-3 

 

H225-H317-H319-H335-H411 P210-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

3,4-Dihydro-2H-pyran (DHP) 110-87-2 

 

H225-H315-H317-H319-H412 
EUH019 

P210-P233-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

3,5-Dinitrobenzoesäure 99-34-3 

 

H302-H315-H319-H335-H413 P261-P264-P273-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

3-Brompropan-1-ol; 3-Brom-1-propanol 627-18-9 

 

H315-H319-H335 P261-P280-P302+P352-
P305+P351+P338 

 

3-Methylbutanal; Isovaleraldehyd 590-86-3 

 

H225-H317-H319-H335-H411 P210-P233-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

3-Pentanon 96-22-0 

 

H225-H319-H335-H336 
EUH066 

P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

4-(N,N-Dimethylamino)pyridin (DMAP)  1122-58-3 

 

H301+H331-H310-H315-H318-
H370-H411 

P262-P273-P280-P301+P310-
P302+P352+P312-
P305+P351+P338 

 

4-Methylhexylbromid; 1-Brom-4-methylhexan 71434-55-4 

? ? ? 
 

5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-on, (R)- 52813-63-5 

 

H315-H319 P264-P280-P337+P313-
P305+P351+P338-P302+P352-
P332+P313-P362 

 

5-(Hydroxymethyl)dihydrofuran-2(3H)-one, (S)-(+)-; γ-Hydroxymethyl-γ-butyrolacton 32780-06-6 

 

H302-H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P337+P313-P305+P351+P338-
P302+P352-P332+P313-P304-
P340-P362 

 

5-Methyl-1-hexanol 627-98-5 

 

H226-H302-H315 P210-P301+P312+P330-
P302+P352 

 

5-Methylhexylbromid; 1-Brom-5-methylhexan 35354-37-1 

 

H302-H312-H332 P260-P262 

 

6-Bromhexansäure 4224-70-8 

 

H314 P280-P301+P330+P331-
P305+P351+P338-P310 

 

6-Methyl-5-hepten-2-on; Sulcaton 110-93-0 

 

H226 P210 

 

Acetol; Hydroxyaceton; 1-Hydroxy-2-propanon 116-09-6 

 

H226 P210 

 

Acetonitril (ACN) 75-05-8 

 

H225-H302+H312+H332-H319 P210-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Acetylchlorid; Essigsäurechlorid 75-36-5 

 

H225-H314 
EUH014-EUH071 

P210-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

Acrolein; Propenal 107-02-8 

 

H225-H300+H330-H311-H314-
H410 
EUH071 

P260-P273-P280-
P303+P361+P353-P304+P340-
P305+P351+P338-P403+P233 

 

AD-mix α  

 

H315-H319-H335-H411 
EUH032 

P261-P264-P271-P273-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

AD-mix β  

 

H315-H319-H335-H411 
EUH032 

P261-P264-P271-P273-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Aktivkohle 7440-44-0 

--- --- --- 
 

Allylalkohol; 2-Propen-1-ol 107-18-6 

 

H225-H301-H310-H330-H319-
H335-H315-H400-H412 

P210-P280-P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P501 

 

Aluminiumpulver, stabilisiert 7429-90-5 

 

H228-H261 P210-P223-P231+P232-P240-
P241-P280 

 

Aluminiumtrichlorid; Aluminium(III)chlorid 7446-70-0 

 

H314 
EUH014 - EUH071 

P260 - P280 - P303 + P361 + 
P353 - P304 + P340 + P310 - 
P305 + P351 + P338 - P363 

 

Amberlite® IR 120 Na+ Form 68441-33-8 

--- --- --- 
 

Amberlite® IRC120 H, Wasserstoffform 39389-20-3 

 

H315-H319-H335 S24/25 

 

Ameisensäure 64-18-6 

 

H226-H302-H331-H314 
EUH071 

P210-P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Ammoniak-Lsg. aq. 25%, NH3 1336-21-6 

 

H314-H335-H410 P261-P271-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Ammoniumchlorid NH4Cl   12125-02-9 

 

H302-H319 P264-P270-P280-P301+P312-
P305+P351+P338-P337+P313 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Ammoniumperoxodisulfat; (NH4)2S2O8 7727-54-0 

 

H272-H302-H315-H317-H319-
H334-H335 

H272-H302-H315-H317-H319-
H334-H335 

 

Anisaldehyd, p-; p-Methoxybenzaldehyd 123-11-5 

--- H412 P273-P501 
 

Argon  7440-37-1 

 

H280 P403 

 

β-Cyclocitral; 2,6,6-Trimethyl-1-cyclohexen-1-carbaldehyd 432-25-7 

 

H302+H312+H332-H315-H319-
H335 

P280-P301+P312+P330-
P302+P352+P312-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338 

 

Benzylbromid 100-39-0 

 

H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Bortrifluoriddiethyletherat 10% in Et2O; BF3*Et2O 109-63-7 

 

H226-H302+H332-H314-H372 P210-P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P314 

 

Brom 7726-95-6 

 

H330-H314-H400 P260-P273-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Bromwasserstoff 33% in Eisessig 10035-10-6 (HBr) 

 

H226-H314-H335 P210-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

Bromwasserstoffsäure 48% aq. 10035-10-6 (H2O-frei) 

 

H290-H314-H335 P260-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

 

But-2-en-1,4-diol 821-11-4 (E) 

 

H302-H373-H402 P260-P264-P270-P273-
P301+P312+P330-P314-P501 

 

But-3-in-1-ol 927-74-2 

 

H226-H315-H319-H335 P210-P302+P352-
P305+P351+P338 

 

Butan-1,4-diol; 1,4-Butandiol; Tetramethylenglykol 110-63-4 

 

H302-H336 P301+P312+P330 

 



H- & P-Sätze und Gefahrensymbole nach GHS K.2.1 

 

1461 

Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Butanal, n-; Butyraldehyd 123-72-8 

 

H225-H319 P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Butanon; Methylethylketon (MEK) 78-93-3 

 

H225-H319-H336 
EUH066 

P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Calciumchlorid; CaCl2 10043-52-4 (H2O-frei) 

 

H319 P264-P280-P305+P351+P338-
P337+P313 

 

Calciumhydrid; CaH2 7789-78-8 

 

H260 P231+P232 

 

Calciumsulfat; CaSO4 7778-18-98 

--- --- --- 
 

Citronellal, (R)-(+)-;3,7-Dimethyloct-6-enal, (R)-(+)-  2385-77-5 

 

H315-H319-H335 P261-P305+P351+P338 

 

Citronellal; 3,7-Dimethyloct-6-enal 106-23-0 (rac) 

 

H315-H317-H319-H412 P302+P352-P332+P313-
P333+P313-P337+P313-P280 

 

Citronellal; 3,7-Dimethyloct-6-enal 106-23-0 (rac), 2385-77-5 (R)-(+) 

 

H315-H317-H319-H412 P302+P352-P332+P313-
P333+P313-P337+P313-P280 

 

Citronellol; 3,7-Dimethyl-6-octen-1-ol 106-22-9 (rac), 1117-61-9 (R), 7540-51-4 (S) 

 

H315-H317-H319 P280-P302+P352-P333+P313-
P337+P313 

 

Cyclohexan   110-82-7 

 

H225-H304-H315-H336-H410 P210-P233-P273-P301+P310-
P303+P361+P353-P331 

 

Cyclopentanon 120-92-3 

 

H226-H315-H319 P210-P233-P240-P241-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Cyclopentanon-2-carbonsäuremethylester; 2-(Methoxycarbonyl)cyclopentanon;  
Methyl-2-oxocyclopentancarboxylat 10472-24-9 

 

H-227-H302-H315-H319-H335 S24/25 

 

δ-Hexalactone; δ-Caprolactone; Hexano-1,5-lacton 823-22-3 

 

H315-H319-H335 ? 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

δ-Octalacton; 6-Propyltetrahydro-2H-pyran-2-one 698-76-0 

 

H315-H319 P280-P305+P351+P338-P321-
P332+P313-P337+P313-P362 

 

δ-Valerolacton; Tetrahydro-2H-pyran-2-on; 5-Hydroxyvaleriansäurelacton 542-28-9 

 

H318 P280-P305+P351+P338 

 

Decanal 112-31-2 

 

H319-H412 P273-P305+P351+P338 

 

DESS-MARTIN-Periodinan; 1,1,1-TriAcO-1,1-dihydro-1,2-benziodoxol-3(1H)-on (DMP) 87413-09-0 

 

H272-H315-H319-H335 P210-P220-P261-P264-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Dibenzoylperoxid 94-36-0 

 

H241-H317-H319-H410 P210-P261-P273-P280-
P305+P351+P338-P333+P313-
P420-P501 

 

Diethylazodicarboxylat (DEAD) 1972-28-7 

 

H227-H228-H240-
H302+H312+H332-H315-H319-
H335 

P210-P261-P280-P304+P340-
P305+P351+P338-P405-P501 

 

Diethylether; Et2O  60-29-7 

 

H224-H302-H336 
EUH019-EUH066 

P210-P233-P240-P241-
P301+P312-P403+P233 

 

Diisobutylaluminiumhydrid-Lösung (1 M in heptane, 20wgt%) (DIBAlH) 1191-15-7 

 

H225-H260-H314-H318-H336-
H400-H410 

P280-P223-P231+P232-P264-
P240-P310 

 

Diisopropylamin (DIPA) 108-18-9 

 

H225-H302-H331-H314-H335-
H412 

P210-P273-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P403+P235 

 

Diisopropylethylamin; Hünig-Base (DIPEA) 7087-68-5 

 

H225-H302-H331-H318-H335 P210-P280-P301+P312+P330-
P304+P340+P311-
P305+P351+P338+P310 

 

Diisopropyltartrat, D-(-)-; (2S,3S)-D-(-)-DIPT 62961-64-2 

--- --- --- 
 

Diisopropyltartrat, L-(+)-; (2R,3R)-L-(+)-Weinsäurediisopropylester (DIPT) 2217-15-4 

--- --- --- 
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Dimethyldisulfid (DMDS) 624-92-0 

 

H225-H301+H331-H317-H319-
H336-H370-H410 

P210-P273-P280-P301+P310-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310 

 

Dimethylsulfid (DMS) 75-18-3 

 

H225-H319 P305+P351+P338-P280-P210 

 

Dimethylsulfoxid (DMSO)  67-68-5 

--- --- --- 
 

Dimethylsulfoxid-d6; Hexadeuterodimethylsulfoxid (DMSO-d6) 2206-27-1 

 

H227-H303-H305-H313-H315-
H319-H335 

? 

 

Eisen, Pulver 7439-89-6 

 

H228-H252 P210-P235-P240-P241-P280-
P403+P235 

 

Essigester; Ethylacetat (EE) 141-78-6 

 

H225-H319-H336 
EUH066 

P210-P233-P240-
P305+P351+P338-P403+P235 

 

Essigsäure, Eisessig 64-19-7 

 

H226-H314 P210-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

Essigsäureanhydrid 108-24-7 

 

H226-H302-H331-H314-H335 P210-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P312 

 

Ethanol   64-17-5 

 

H225-H319 P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Ethylmagnesiumbromid-Lsg 3 M in Et2O 925-90-6 

 

H224-H260-H302-H314-H336 
EUH014-EUH019 

P210-P223-P280-
P302+P335+P334-
P305+P351+P338-P310 

 

Ethyltriphenylphosphoniumbromid; EthylTPPBr 1530-32-1 

 

H301-H318-H412 P264-P273-P280-P301+P310-
P305+P351+P338-P405 

 

Farnesol; 3,7,11-Trimethyl-2,6,10-dodecatrien-1-ol 4602-84-0 (mix), 106-28-5 (E,E) 

 

H315-H317-H410 P261-P264-P272-P273-P280-
P302+P352 

 

γ-Butyrolacton; Dihydro-2(3H)-furanon; 4-Hydroxybuttersäurelacton 96-48-0 

 

H302-H318-H336 P304+P340-P280-P301+P312-
P305+P351+P338-P501 
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γ-Valerolacton; 4,5-Dihydro-5-methyl-2(3H)-furanon; 4-Hydroxypentansäurelacton 108-29-2 

 

H315-H319 P264-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P332+P313-
P337+P313 

 

Geraniol; (E)-3,7-Dimethyl-2,6-octadien-1-ol 106-24-1 

 

H315-H317-H318 P261-P280-P302+P352-
P305+P351+P338+P310-
P333+P313 

 

Grandisol; rel-(1R,2S)-1-Methyl-2-(1-methylethenyl)cyclobutaneethanol 30820-22-5 (±) 

 

H317-H333 
EUH019 

? 

 

Heptadeca-8,11,14-triensäuremethylester, (8Z,11Z,14Z)-  155273-05-5 

? ? ? 
 

Heptan, n- 142-82-5 

 

H225-H304-H315-H336-H410 P210-P233-P273-P301+P310-
P303+P361+P353-P331 

 

Heptanal; Önanthaldehyd 111-71-7 

 

H226-H315-H412 P210-P370+P378 

 

Hexadeca-7,10,13-triensäuremethylester, (7Z,10Z,13Z)-  77388-16-0 

? ? ? 
 

Hexan-1,6-diol; 1,6-Hexandiol 629-11-8 

--- --- --- 
 

Iod  7553-56-2 

 

H225-H319-H336- P210-P240-P305+P351+P338-
P403+P233 

 

Isobutyraldehyd; 2-Methylpropanal 78-84-2 

 

H225-H319 P210-P305+P351+P338 

 

Isopropanol; 2-Propanol 67-63-0 

 

H225-H319-H336 P210-P240-P305+P351+P338-
P403+P233 

 

Isopropyltriphenylphosphoniumbromid; Isopropyl-TPPBr 1530-33-2 

 

H315-H319-H335 ?  

 

Isopropyltriphenylphosphoniumiodid 24470-78-8 

 

H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Kalium 7440-09-7 

 

H260-H314 
EUH014 

P223-P231+P232-P280-
P305+P351+P338-P370+P378-
P422 

 



H- & P-Sätze und Gefahrensymbole nach GHS K.2.1 

 

1465 

Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Kaliumcarbonat; K2CO3 584-08-7 

 

H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Kaliumcyanid; Zyankali; KCN 151-50-8 

 

H290-H300+H310+H330-H372-
H410 
EUH032 

P262-P273-P280-
P302+P352+P310-
P304+P340+P310-P314 

 

Kaliumhexacyanoferrat(III); K3Fe(CN)6 13746-66-2 

 

H319-H411 
EUH032 

P264-P273-P280-
P305+P351+P338-P337+P313-
P391 

 

Kaliumhexamethyldisilazid (KHMDS) 40949-94-8 

 

H290-H302-H303-H312-H314-
H318-H332-H410-H412 
AUH014-EUH014- 

P260-P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363 

 

Kaliumhydrogensulfat; Kaliumbisulfat 7646-93-7 

 

H314-H335 P260-P271-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Kaliumhydroxid  26288-25-5 (·H2O) 

 

H290-H302-H314 P234-P260-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Kaliumosmat(VI)*2H2O  10022-66-9 

 

H301+H311+H331 P261-P264-P280-P301+P310-
P302+P352+P312-
P304+P340+P311 

 

Kalium-tert-butanolat; Kalium-tert-butylat  865-47-4 

 

H228-H252-H314 
EUH014 

P405 

 

Kieselgel; Silica (Poren 60 Å, 230-400 mesh, 40-63 μm Partikelgr., f. Säulenchrom.) 112926-00-8 

--- --- --- 
 

Kieselgur; Celite ®; Diatomeenerde 68855-54-9 

 

H372 P260-P264-P270-P314-P501 

 

Kupfer(I)iodid   7681-65-4 

 

H302-H315-H317-H318-H410 P273-P280-P301+P312+P330-
P302+P352-
P305+P351+P338+P310 

 

Kupfer(II)sulfat 7758-99-8 (·5H2O), 7758-98-7 (H2O-frei) 

 

H302-H318-H410 P264-P273-P280-P301+P312-
P305+P351+P338-P391 

 

Limonen 5989-27-5 (R,+) 

 

H226-H304-H315-H317-H410 P210-P273-P280-P301+P310-
P331-P303+P361+P353 
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Linolensäureethylester; Ethyllinolenat 1191-41-9 

--- --- --- 
 

Linolensäuremethylester   301-00-8 

--- --- --- 
 

Linolsäure; (Z,Z)-9,12-Octadecadiensäure 60-33-3 

--- --- --- 
 

Linolsäureethylester; Ethyllinoleat 544-35-4 

--- --- --- 
 

Lithiumacetylid-Ethylendiamin-Komplex 6867-30-7 

 

H261-H314 
EUH014 

P231+P232-P260-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310 

 

Lithiumaluminiumhydrid; LiAlH4 (LAH)  16853-85-3 

 

H260-H314 
EUH014 

P223-P231+P232-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Lithiumbromid  7550-35-8 (H2O-frei) 

 

H302-H315-H317-H319 P261-P264-P280-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Magnesium  7439-95-4 (Späne) 

 

H228-H252-H261 P210-P223 

 

Magnesiumsulfat; MgSO4   7487-88-9 (H2O-frei) 

--- --- --- 
 

m-Chlorperbenzoesäure 77% in H2O (m-CPBA) 937-14-4 

 

H242-H314-H317-H410 P210-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P370+P378 

 

Mesitol; 2,4,6-Trimethylphenol 527-60-6 

 

H315-H318-H335-H373-H411 P260-P273-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P314 

 

Methanol   67-56-1 

 

H225-H301+H311+H331-H370 P210-P233-P280-P301+P310-
P303+P361+P353-
P304+P340+P311 

 

Methanol-d4;  811-98-3 

 

H301+H311+H331-H370-H225 
 

P210-P264-P280-
P301+P310P303+P361+P353-
P304+P340 

 

Methansulfonamid 3144-09-0 

 

H315-H319 P264-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P332+P313-
P337+P313 
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Methansulfonsäure 75-75-2 

 

H290-H302+H312-H314-H335 P280-P301+P312+P330-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310 

 

Methansulfonylchlorid; Mesylchlorid  124-63-0 

 

H290-H301-H311-H330-H314-
H317-H335 

P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-P304+P340-
P305+P351+P338-P310 

 

Methyldiphenylsilylchlorid 144-79-6 

 

H290-H302-H312-H314-H318-
H332 

P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363-P405 

 

Methyllinoleat; Linolsäuremethylester; (9Z,12Z)-Octadecadiensäuremethylester 112-63-0 

--- --- --- 
 

Methylmagnesiumbromid-Lsg 3 M in Et2O 75-16-1 (MeMgBr) 

 

H224-H260-H302-H314-H336 
EUH019 

P210-P231+P232-P233-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P403+P233 

 

Methylmagnesiumbromid-Lsg. in Et2O 3 M 75-16-1 

 

H225-H260-H302-H314-H336 
EUH014-EUH019 

P210-P231+P232-P280-
P301+P312-P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Methyltriphenylphosphoniumbromid; MethylTPPBr 1779-49-3 

 

H301-H411H301-H411H301-
H411 

P273-P301+P310+P330 

 

Molekularsieb; Molsieb 4 Å, beads, 1.6-2.5 mm 70955-01-0 

--- --- --- 
 

Molybdatophosphorsäure 51429-74-4 (·H2O) 

 

H272-H314 P210-P220-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Natrium   7440-23-5 

 

H260-H314 
EUH014 

P223-P231+P232-P280-
P305+P351+P338-P370+P378-
P422 

 

Natriumacetat 6131-90-4 (·3H2O) 

--- --- --- 
 

Natriumbisulfit; Natriumhydrogensulfit (NaHSO3) 7631-90-5 

 

H301-H302-H3015-H317-H319-
H320-H333-H334-H335 
EUH031 

P264-P-270-P280-P301+P312-
P305+P351+P338-P337+P313-
P501 

 

Natriumcarbonat; Na2CO3  497-19-8 (H2O-frei) 

 

H319 P264-P280-P305+P351+P338-
P337+P313 

 

Natriumchlorid; NaCl   7647-14-5 

--- --- --- 
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Natriumhexamethyldisilazid; Natrium-bis(trimethylsilyl)amid (NaHMDS) 1070-89-9 

 

H314 
EUH014 

P260-P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363 

 

Natriumhydrid; NaH 7646-69-7 

 

H228-H260-H314 P210-P231+P232-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310 

 

Natriumhydrogencarbonat; NaHCO3   144-55-8 

--- --- --- 
 

Natriumhydroxid; NaOH   1310-73-2 

 

H290-H314 P280-P301+P330+P331-
P305+P351+P338-P308+P310 

 

Natriumiodid 7681-82-5 

 

H315-H319-H372-H400 P260-P264-P273-P302+P352-
P305+P351+P338-P314 

 

Natriummetabisulfit; Natriumdisulfit; Natriumpyrosulfit (Na2S2O5) 7681-57-4 

 

H301-H302-H315-H317-
H318-H333-H334-H335-
H372-H402-H412 
EUH031 

P264-P270-P280-
P301+P330+P331-P312-
P305+P351+P338-P501 

 

Natriummethanolat; Natriummethylat 124-41-4 

 

H228-H251-H290-H302-H314 
EUH014 

P210-P235-P260-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Natriummethansulfonat 2386-57-4 

 

H315-H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Natriumsulfat; Na2SO4 7757-82-6 

--- --- --- 
 

Natriumsulfit 7757-83-7 

--- --- --- 
 

Natriumthiosulfat 10102-17-7 (·5H2O) 

--- --- --- 
 

Natronlauge; NaOH aq. 2 N 1310-73-2 

 

H290-H314 P234-P280-P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363 

 

N-Bromsuccinimid (NBS); 1-Brom-2,5-pyrrolidindion; N-Brombernsteinsäureimid 128-08-5 

 

H272-H290-H315-H317-H319-
H400 

P210-P280-P302+P352-
P333+P313-P337+P313-
P371+P380+P375 
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Ninhydrin; 1,2,3-Indantrion Monohydrat 485-47-2 

 

H302-H315-H319 P264-P280-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338-
P332+P313 

 

Nonadeca-10,13,16-triensäuremethylester, (10Z,13Z,16Z)-  114932-26-2 

? ? ? 
 

Nonanal; Pelargonaldehyd 124-19-6 

 

H315-H319-H412H315-H319-
H412H315-H319-H412 

P280-P302+P352-P304+P340-
P305+P351+P338-P312P280-
P302+P352-P304+P340-
P305+P351+P338-P312 

 

Octanal; Caprylaldehyd 124-13-0 

 

H226-H315-H319-H411 P210-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P362 

 

Orthoameisensäuremethylester; Trimethylorthoformiat 149-73-5 

 

H225-H319 P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Oxalylchlorid; Oxalyldichlorid 79-37-8 

 

H260-H301+H331-H314 
EUH014-EUH029-EUH071 

P223-P231+P232-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338+P310 

 

Palladium auf Aktivkohle 10% Pd (Pd/C) 7440-05-3 (Pd) 

 

H315-H319 P305+P351+P338 

 

Palladiumhydroxid auf Aktivkohle 10-20% Pd 12135-22-7 (Pd(OH)2) 

 

H410 P273-P391-P501 

 

Pent-1-en-3-on; Ethylvinylketon 1629-58-9 

 

H225-H301+H311+H331-H314 P210-P233-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Pent-1-in  627-19-0 

 

H225 P210 

 

Pent-2-en, (E)- 646-04-8 

 

H224-H304-H315-H319-H335 P210-P233-P301+P310-
P303+P361+P353-P331-
P403+P233 

 

Pent-2-en, (Z)- 627-20-3 

 

H225-H304-H315-H319-H335 P210-P233-P301+P310-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P331 
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Pent-2-ensäure, (2E)- 13991-37-2 

 

H302-H314-H318 P280-P301+P330+P331-P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338-P363-P405 

 

Pent-3-ensäuremethylester, (3EZ)- 818-58-6 

 

H226-H302 P210-P233-P240-P241-P242-
P243 

 

Pent-4-in-1-ol 5390-04-5 

 

H226-H302-H303-H305-H312-
H315-H319-H332-H333-H335 

P261-P280-P301+P312-
P302+P352-P304+P340-
P305+P351+P338 

 

Pentan, n-   109-66-0 

 

H225-H304-H336-H411 
EUH066 

P210-P273-P301+P310+P331 

 

Pentan-2,3-dion 600-14-6 

 

H225-H317-H373 P210-P233-P240-P280-
P303+P361+P353-P314 

 

Pentan-2-on; Methylpropylketon 107-87-9 

 

H225-H302-H319 P210-P233-P240-P241-
P301+P312-P305+P351+P338 

 

Pentanal, n-; Valeraldehyd 110-62-3 

 

H225-H332-H317-H319-H335 P210-P233-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338 

 

Perchlorsäure 70% 7601-90-3 

 

H271-H290-H302-H314-H373 P210-P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310-P314 

 

Phosphorpentoxid; P2O5   1314-56-3 

 

H314 P260-P280-P301+P330+P331-
P305+P351+P338-P308+P310 

 

Phosphortribromid 7789-60-8 

 

H314-H335 
EUH014 

P261-P271-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338 

 

Platin(IV)oxid; Platindioxid; Adams Katalysator 1314-15-4 

 

H271 P210-P220-P280-P283-
P306+P360-P370+P378 

 

Propan-1,3-diol; 1,3-Propandiol; Trimethylenglykol; 1,3-Propylenglykol 504-63-2 

--- --- --- 
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Propargylalkohol; 2-Propin-1-ol 107-19-7 

 

H226-H301-H310+H330-
H314-H373-H411 

P210-P273-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Pyridin  110-86-1 

 

H225-H302+H312+H332-H315-
H319 

P210-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338 

 

Rhodium auf Tonerde 5 wt.%; Rh/Al2O3 7440-16-6 (Rh) 

--- --- --- 
 

Salpetersäure konz.; HNO3 7697-37-2 

 

H272-H290-H330-H314 
EUH071 

P210-P220-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Salzsäure 1 N aq. 7647-01-0 (H2O-frei) 

 

H290 P234-P390 

 

Salzsäure, 10-25% aq. 7647-01-0 (H2O-frei) 

 

H290-H314-H315-H319-H335 P261-P264-P280-P302+P352-
P304+P3 P304+P340-
P305+P351+P338-P312-P321-
P332+P313-P337+P313-P362-
P403+P233-P405-P501 

 

Salzsäure, konz. 37% 7647-01-0 (H2O-frei) 

 

H290-H314-H335 P260-P264-P280-
P301+P330+P331-
P303+P361+P353-P304+P340-
P305+P351+P338-P310-P321-
P403+P233-P405-P501 

 

Sauerstoff; O2 7782-44-7 

 

H270-H280 P220-P244-P370+P376-P403 

 

Schwefelsäure konz. 7664-93-9 

 

H290-H314 P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310 

 

Seesand, geglüht 14808-60-7 

--- --- --- 
 

Selendioxid; SeO2 7446-08-4 

 

H301+H331-H373-H410 P273-P260-P264-P301+P310-
P304+P340+P311-P314 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Silbernitrat; AgNO3 7761-88-8 

 

H272-H290-H314-H410 P210-P260-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P308+P310 

 

Stearidonsäuremethylester   73097-00-4 

F R11 S16 
 

Sulcaton; 6-Methylhept-5-en-2-on 110-93-0 

 

H226 P210 

 

Super Q®, 80/100 mesh  

--- --- --- 
 

tert-Butanol  75-65-0 

 

H225-H332-H319-H335-H336 P210-P240-P305+P351+P338-
P403+P233 

 

tert-Butyldimethylsilylchlorid (TBDMSCl) 18162-48-6 

 

H228-H314-H411 P210-P260-P273-P280-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338+P310 

 

tert-Butylmethylether; Methyl-tert-butylether (MTBE) 1634-04-4 

 

H225-H315 P210-P233-P240-P241-P242-
P303+P361+P353 

 

Tetrabrommethan; Tetrabromkohlenstoff 558-13-4 

 

H302-H315-H318-H335 P261-P264-P280-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Tetraethylammoniumchlorid 56-34-8 

 

H315-H319 P264-P280-P302+P352-
P305+P351+P338-P332+P313-
P337+P313 

 

Tetraisopropylorthotitana; Titan(IV)isopropylat; Titan(IV)isopropoxid (TTIP) 546-68-9 

 

H226-H319-H336 P210-P233-P240-P241-P242-
P305+P351+P338 

 

Tetra-n-butylammoniumfluorid 3H2O (TBAF) 87749-50-6 

 

H302-H315-H319-H412 P264-P273-P280-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Tetra-n-butylammoniumiodid   311-28-4 

 

H302 P301+P312+P330 

 

Thionylchlorid; Schwefligsäurechlorid 7719-09-7 

 

H302-H331-H314-H335 
EUH014-EUH029 

P280-P301+P330+P331-
P304+P340-P305+P351+P338-
P308+P310 

 

Tol-BINAP, (R)-; (R)-(+)-2,2′-Bis(di-p-tolylphosphino)-1,1′-binaphthyl; T-BINAP 99646-28-3 

 

H228-H252-H315-H319-H335 P261-P280-P302+P352-
P305+P351+P338 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Tol-BINAP, (S)-; (S)-(-)-2,2′-Bis(di-p-tolylphosphino)-1,1′-binaphthyl; T-BINAP 100165-88-6 

 

H315-H319-H335 P261-P280-P302+P352-
P305+P351+P338 

 

Toluolsulfonsäure, p- 6192-52-5 (·H2O) 

 

H315-H319-H335 P302+P352-P305+P351+P338 

 

Toluolsulfonylchlorid, p-; p-Tosylchlorid; p-Toluolsulfonsäurechlorid  98-59-9 

 

H290-H315-H317-H318 P234-P261-P264-P280-
P302+P352-P305+P351+P338 

 

Triethylamin (TEA)  121-44-8 

 

H225-H301+H311+H331-H314-
H335 

P210-P280-P301+P312-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338+P310 

 

Triethylenglykol; Triglykol 112-27-6 

--- --- --- 
 

Triethylphosphit 122-52-1 

 

H226-H302-H317-H412 P210-P233-P273-P280-
P301+P312-P303+P361+P353 

 

Triethylphosphonoacetat; Phosphonoessigsäuretriethylester (TEPA) 867-13-0 

 

H319 P264-P280-P305+P351+P338-
P337+P313 

 

Trifluoressigsäureanhydrid (TFAA) 407-25-0 

 

H412 
EUH014 

P261-P273-P280-
P303+P361+P353-
P304+P340+P310-
P305+P351+P338 

 

Trimethylsilylchlorid; Chlortrimethylsilan 75-77-4 

 

H225-H301+H331-H312-H314 
EUH014-EUH071 

P301+P310-P304+P340-
P305+P351+P338-P405-P210-
P403+P235 

 

Triphenylphosphin (TPP) 603-35-0 

 

H302-H317-H318-H372 P260-P280-P301+P312-
P302+P352-P305+P351+P338-
P314 

 

Tritylchlorid; Chlortriphenylmethan; Triphenylmethylchlorid (TrCl) 76-83-5 

 

H314-H410 P280-P301+P330+P331-
P303+P361+P353-
P305+P351+P338-P310 

 

Undecanal 112-44-7 

 

H315 P264-P280-P302+P352-
P332+P313 

 

Wasserstoff; H2 1333-74-0 

 

H220-H280 P210-P377-P381-P403 
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Substanzname * CAS 

Piktogramme H-Sätze P-Sätze 
 

Wasserstoffperoxid 30% aq.; H2O2 7722-84-1 (8-35%) 

 

H272-H302-H332-H318 P220-P261-P280-
P305+P351+P338 

 

Zink; Pulver oder Staub; stabilisiert 7440-66-6 

 

H410 P273-P391-P501 

 

Zinkchlorid 7646-85-7 

 

H302-H314-H410 P273-P280-P301+P330+P331-
P305+P351+P338-P308+P310 

 

Zitronensäure; 2-Hydroxy-1,2,3-propantricarbonsäure 77-92-9 

 

H319-H335 P261-P264-P271-P280-
P304+P340+P312-
P305+P351+P338 
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K.2.1 Liste der H- und P-Sätze sowie der Gefahrensymbole nach GHS 

K.2.1.1 Gefahrensymbole 

 
GHS01 explosiv, selbstzersetzlich; organische Peroxide 

 
GHS02 

entzündbar, selbsterhitzend, selbstzersetzlich, pyrophor, wasserreaktiv, org. 
Peroxide 

 
GHS03 entzündend, oxidierend 

 
GHS04 verdichtete, verflüssigte, tiefgekühlte, gelöste Gase 

 
GHS05 metallkorrosiv, hautätzend, schwer augenschädigend 

 
GHS06 akut toxisch 

 
GHS07 toxisch, reizend, sensibilisierend, Ozonschicht schädigend 

 
GHS08 Gesundheitsgefährdend, karzinogen, keimzellmutagen, reproduktionstoxisch 

 
GHS09 gewässergefährdend  

 

K.2.1.2 H-Sätze (Gefahrenheitshinweise, hazard statements) 

H200-Reihe: Physikalische Gefahren 

grau H-Sätze, Teil der GHS, aber nicht der EU-CLP-Verordnung 

Code Wortlaut 

H200 Instabil, explosiv 

H201 Explosiv, Gefahr der Massenexplosion. 

H202 Explosiv; große Gefahr durch Splitter, Spreng- und Wurfstücke. 

H203 Explosiv; Gefahr durch Feuer, Luftdruck oder Splitter, Spreng- und Wurfstücke. 

H204 Gefahr durch Feuer oder Splitter, Spreng- und Wurfstücke. 

H205 Gefahr der Massenexplosion bei Feuer. 

H206 Gefahr durch Feuer, Druckstoß oder Sprengstücke; erhöhte Explosionsgefahr, wenn das 
Desensibilisierungsmittel reduziert wird. 

H207 Gefahr durch Feuer oder Sprengstücke; erhöhte Explosionsgefahr, wenn das 
Desensibilisierungsmittel reduziert wird. 

H208 Gefahr durch Feuer; erhöhte Explosionsgefahr, wenn das Desensibilisierungsmittel reduziert wird. 

H209 Explosiv. 

H210 Sehr empfindlich. 

H211 Kann empfindlich sein. 



K Chemikalienverzeichnis 

 

1476 

Code Wortlaut 

H220 Extrem entzündbares Gas. 

H221 Entzündbares Gas. 

H222 Extrem entzündbares Aerosol. 

H223 Entzündbares Aerosol. 

H224 Flüssigkeit und Dampf extrem entzündbar. 

H225 Flüssigkeit und Dampf leicht entzündbar. 

H226 Flüssigkeit und Dampf entzündbar. 

H227 Brennbare Flüssigkeit. 

H228 Entzündbarer Feststoff. 

H229 Behälter steht unter Druck: kann bei Erwärmung bersten. 

H230 Kann auch in Abwesenheit von Luft explosionsartig reagieren. 

H231 Kann auch in Abwesenheit von Luft bei erhöhtem Druck und/oder erhöhter Temperatur 
explosionsartig reagieren. 

H232 Kann sich bei Kontakt mit Luft spontan entzünden. 

H240 Erwärmung kann Explosion verursachen. 

H241 Erwärmung kann Brand oder Explosion verursachen. 

H242 Erwärmung kann Brand verursachen. 

H250 Entzündet sich in Berührung mit Luft von selbst. 

H251 Selbsterhitzungsfähig; kann in Brand geraten. 

H252 In großen Mengen selbsterhitzungsfähig; kann in Brand geraten. 

H260 In Berührung mit Wasser entstehen entzündbare Gase, die sich spontan entzünden können. 

H261 In Berührung mit Wasser entstehen entzündbare Gase. 

H270 Kann Brand verursachen oder verstärken; Oxidationsmittel. 

H271 Kann Brand oder Explosion verursachen; starkes Oxidationsmittel. 

H272 Kann Brand verstärken; Oxidationsmittel. 

H280 Enthält Gas unter Druck; kann bei Erwärmung explodieren. 

H281 Enthält tiefgekühltes Gas; kann Kälteverbrennungen oder -verletzungen verursachen. 

H282 Extrem entzündbare Chemikalie unter Druck; kann bei Erwärmung explodieren. 

H283 Entzündbare Chemikalie unter Druck; kann bei Erwärmung explodieren. 

H284 Chemikalie unter Druck; kann bei Erwärmung explodieren. 

H290 Kann gegenüber Metallen korrosiv sein. 

H300-Reihe: Gesundheitsgefahren 

KMR-H-Sätze (H340 bis H362): s. K.1.1 

Code Wortlaut 

H300 Lebensgefahr bei Verschlucken. 

H301 Giftig bei Verschlucken. 

H302 Gesundheitsschädlich bei Verschlucken. 

H303 Kann bei Verschlucken gesundheitsschädlich sein. 

H304 Kann bei Verschlucken und Eindringen in die Atemwege tödlich sein. 

H305 Kann bei Verschlucken und Eindringen in die Atemwege gesundheitsschädlich sein. 

H310 Lebensgefahr bei Hautkontakt. 

H311 Giftig bei Hautkontakt. 
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Code Wortlaut 

H312 Gesundheitsschädlich bei Hautkontakt. 

H313 Kann bei Hautkontakt gesundheitsschädlich sein. 

H314 Verursacht schwere Verätzungen der Haut und schwere Augenschäden. 

H315 Verursacht Hautreizungen. 

H316 Verursacht leichte Hautreizungen. 

H317 Kann allergische Hautreaktionen verursachen. 

H318 Verursacht schwere Augenschäden. 

H319 Verursacht schwere Augenreizung. 

H320 Verursacht Augenreizung. 

H330 Lebensgefahr bei Einatmen. 

H331 Giftig bei Einatmen. 

H332 Gesundheitsschädlich bei Einatmen. 

H333 Kann bei Einatmen gesundheitsschädlich sein. 

H334 Kann bei Einatmen Allergie, asthmaartige Symptome oder Atembeschwerden verursachen. 

H335 Kann die Atemwege reizen. 

H336 Kann Schläfrigkeit und Benommenheit verursachen. 

H370 Schädigt die Organe (oder alle betroffenen Organe nennen, sofern bekannt) (Expositionsweg 
angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass diese Gefahr bei keinem anderen Expositionsweg 
besteht). 

H371 Kann die Organe schädigen (oder alle betroffenen Organe nennen, sofern bekannt) 
(Expositionsweg angeben, sofern schlüssig belegt ist, dass diese Gefahr bei keinem anderen 
Expositionsweg besteht). 

H372 Schädigt die Organe (alle betroffenen Organe nennen) bei längerer oder wiederholter Exposition 
(Expositionsweg angeben, wenn schlüssig belegt ist, dass diese Gefahr bei keinem anderen 
Expositionsweg besteht). 

H373 Kann die Organe schädigen (alle betroffenen Organe nennen, sofern bekannt) bei längerer oder 
wiederholter Exposition (Expositionsweg angeben, wenn schlüssig belegt ist, dass diese Gefahr 
bei keinem anderen Expositionsweg besteht). 

Kombinationen 

Code Wortlaut 

H300+H310 Lebensgefahr bei Verschlucken oder Hautkontakt. 

H300+H330 Lebensgefahr bei Verschlucken oder Einatmen. 

H310+H330 Lebensgefahr bei Hautkontakt oder Einatmen. 

H300+H310+H330 Lebensgefahr bei Verschlucken, Hautkontakt oder Einatmen. 

H301+H311 Giftig bei Verschlucken oder Hautkontakt. 

H301+H331 Giftig bei Verschlucken oder Einatmen. 

H311+H331 Giftig bei Hautkontakt oder Einatmen. 

H301+H311+H331 Giftig bei Verschlucken, Hautkontakt oder Einatmen. 

H302+H312 Gesundheitsschädlich bei Verschlucken oder Hautkontakt. 

H302+H332 Gesundheitsschädlich bei Verschlucken oder Einatmen. 

H312+H332 Gesundheitsschädlich bei Hautkontakt oder Einatmen. 

H302+H312+H332 Gesundheitsschädlich bei Verschlucken, Hautkontakt oder Einatmen. 
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H400-Reihe: Umweltgefahren 

Code Wortlaut 

H400 Sehr giftig für Wasserorganismen. 

H401 Giftig für Wasserorganismen. 

H402 Schädlich für Wasserorganismen. 

H410 Sehr giftig für Wasserorganismen mit langfristiger Wirkung. 

H411 Giftig für Wasserorganismen, mit langfristiger Wirkung. 

H412 Schädlich für Wasserorganismen, mit langfristiger Wirkung. 

H413 Kann für Wasserorganismen schädlich sein, mit langfristiger Wirkung. 

H420 Schädigt die öffentliche Gesundheit und die Umwelt durch Ozonabbau in der äußeren 
Atmosphäre. 

EUH-Sätze 

u.a. für nicht im GHS berücksichtigte R-Sätze und mit der Delegierten Verordnung (EU) 2023/707 
für persistente, bioakkumulierende (PBT / vPvB und PMT / vPvM) Stoffe (EUH44x und EUH45x) 
sowie endokrine Disruptoren (EUH38x und EUH43x)  

Code Wortlaut 

EUH014 Reagiert heftig mit Wasser. 

EUH018 Kann bei Verwendung explosionsfähige / entzündbare Dampf /Luft-Gemische bilden. 

EUH019 Kann explosionsfähige Peroxide bilden. 

EUH029 Entwickelt bei Berührung mit Wasser giftige Gase. 

EUH031 Entwickelt bei Berührung mit Säure giftige Gase. 

EUH032 Entwickelt bei Berührung mit Säure sehr giftige Gase. 

EUH044 Explosionsgefahr bei Erhitzen unter Einschluss. 

EUH066 Wiederholter Kontakt kann zu spröder oder rissiger Haut führen. 

EUH070 Giftig bei Berührung mit den Augen. 

EUH071 Wirkt ätzend auf die Atemwege. 

EUH201 Enthält Blei. Nicht für den Anstrich von Gegenständen verwenden, die von Kindern gekaut oder 
gelutscht werden könnten. 

EUH201A Achtung! Enthält Blei. 

EUH202 Cyanacrylat. Gefahr. Klebt innerhalb von Sekunden Haut und Augenlider zusammen. Darf nicht 
in die Hände von Kindern gelangen. 

EUH203 Enthält Chrom(VI). Kann allergische Reaktionen hervorrufen. 

EUH204 Enthält Isocyanate. Kann allergische Reaktionen hervorrufen. 

EUH205 Enthält epoxidhaltige Verbindungen. Kann allergische Reaktionen hervorrufen. 

EUH206 Achtung! Nicht zusammen mit anderen Produkten verwenden, da gefährliche Gase (Chlor) 
freigesetzt werden können. 

EUH207 Achtung! Enthält Cadmium. Bei der Verwendung entstehen gefährliche Dämpfe. Hinweise des 
Herstellers beachten. Sicherheitsanweisungen einhalten. 

EUH208 Enthält (Name des sensibilisierenden Stoffes). Kann allergische Reaktionen hervorrufen. 

EUH209 Kann bei Verwendung leicht entzündbar werden. 

EUH209A Kann bei Verwendung entzündbar werden. 

EUH210 Sicherheitsdatenblatt auf Anfrage erhältlich. 
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Code Wortlaut 

EUH211 Achtung! Beim Sprühen können gefährliche lungengängige Tröpfchen entstehen. Aerosol oder 
Nebel nicht einatmen. 

EUH212 Achtung! Bei der Verwendung kann gefährlicher lungengängiger Staub entstehen. Staub nicht 
einatmen. 

EUH380 Kann beim Menschen endokrine Störungen verursachen. 

EUH381 Steht in dem Verdacht, beim Menschen endokrine Störungen zu verursachen. 

EUH401 Zur Vermeidung von Risiken für Mensch und Umwelt die Gebrauchsanleitung einhalten. 

EUH430 Kann endokrine Störungen in der Umwelt verursachen. 

EUH431 Steht in dem Verdacht, endokrine Störungen in der Umwelt zu verursachen. 

EUH440 Anreicherung in der Umwelt und in lebenden Organismen einschließlich Menschen. 

EUH441 Starke Anreicherung in der Umwelt und in lebenden Organismen einschließlich Menschen. 

EUH450 Kann lang anhaltende und diffuse Verschmutzung von Wasserressourcen verursachen. 

EUH451 Kann sehr lang anhaltende und diffuse Verschmutzung von Wasserressourcen verursachen. 

 

K.2.1.3 P-Sätze (Sicherheitsheitshinweise, precautionary statements) 

Sicherheitshinweise können auch zu weiteren, nicht vom Gesetzgeber vorgegebenen  
P-Kombinationssätzen verbunden werden. 

P100-Reihe: Allgemeines 

Code Wortlaut 

P101 Ist ärztlicher Rat erforderlich, Verpackung oder Kennzeichnungsetikett bereithalten. 

P102 Darf nicht in die Hände von Kindern gelangen. 

P103 Vor Gebrauch Kennzeichnungsetikett lesen. 

P200-Reihe: Prävention 

Code Wortlaut 

P201 Vor Gebrauch besondere Anweisungen einholen. 

P202 Vor Gebrauch alle Sicherheitshinweise lesen und verstehen. 

P210 Von Hitze, heißen Oberflächen, Funken, offenen Flammen sowie anderen Zündquellenarten 
fernhalten. Nicht rauchen. 

P211 Nicht gegen offene Flamme oder andere Zündquelle sprühen. 

P212 Erhitzen unter Einschluss und Reduzierung des Desensibilisierungsmittels vermeiden. 

P220 Von Kleidung und anderen brennbaren Materialien fernhalten. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP 
am 1. Februar 2018: Von Kleidung /…/ brennbaren Materialien fernhalten/entfernt 
aufbewahren.) 

P222 Keinen Kontakt mit Luft zulassen. (Bis zum Inkrafttreten der 4. ATP am 1. Dezember 2014: 
Kontakt mit Luft nicht zulassen; Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Berührung 
mit Luft vermeiden.) 

P223 Keinen Kontakt mit Wasser zulassen. (Bis zum Inkrafttreten der 4. ATP am 1. Dezember 2014: 
Kontakt mit Wasser wegen heftiger Reaktion und möglichem Aufflammen unbedingt verhindern.) 

P230 Feucht halten mit … . (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer 
zu ergänzen) 

P231 Inhalt unter inertem Gas/… handhaben und aufbewahren. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene 
Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
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Code Wortlaut 

2018: Unter inertem Gas handhaben.) 

P232 Vor Feuchtigkeit schützen. 

P233 Behälter dicht verschlossen halten. 

P234 Nur in Originalverpackung aufbewahren. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: 
Nur im Originalbehälter aufbewahren.) 

P235 Kühl halten. 

P240 Behälter und zu befüllende Anlage erden. 

P241 Explosionsgeschützte [elektrische … / Lüftungs-… / Beleuchtungs-… / …] Geräte verwenden. (Die 
vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Explosionsgeschützte elektrische Betriebsmittel / 
Lüftungsanlagen / Beleuchtung / … verwenden.) 

P242 Funkenarmes Werkzeug verwenden. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Nur 
funkenfreies Werkzeug verwenden.) 

P243 Maßnahmen gegen elektrostatische Entladungen treffen. 

P244 Druckminderer frei von Fett und Öl halten. 

P250 Nicht schleifen / stoßen / reiben / … . (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom 
Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P251 Nicht durchstechen oder verbrennen, auch nicht nach der Verwendung. 

P260 Staub / Rauch / Gas / Nebel / Dampf / Aerosol nicht einatmen. 

P261 Einatmen von Staub / Rauch / Gas / Nebel / Dampf / Aerosol vermeiden. 

P262 Nicht in die Augen, auf die Haut oder auf die Kleidung gelangen lassen. 

P263 Berührung während der Schwangerschaft und Stillzeit vermeiden. (Bis zum Inkrafttreten der 8. 
ATP am 1. Februar 2018: Kontakt während der Schwangerschaft / und der Stillzeit vermeiden.) 

P264 Nach Gebrauch … gründlich waschen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom 
Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P270 Bei Gebrauch nicht essen, trinken oder rauchen. 

P271 Nur im Freien oder in gut belüfteten Räumen verwenden. 

P272 Kontaminierte Arbeitskleidung nicht außerhalb des Arbeitsplatzes tragen. 

P273 Freisetzung in die Umwelt vermeiden.  

P280 Schutzhandschuhe / Schutzkleidung / Augenschutz / Gesichtsschutz tragen. 

P282 Schutzhandschuhe mit Kälteisolierung und zusätzlich Gesichtsschild oder Augenschutz tragen. 
(Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Schutzhandschuhe / Gesichtsschild / 
Augenschutz mit Kälteisolierung tragen.) 

P283 Schwer entflammbare oder flammhemmende Kleidung tragen. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP 
am 1. Februar 2018: Schwer entflammbare / flammhemmende Kleidung tragen.) 

P284 [Bei unzureichender Belüftung] Atemschutz tragen. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. 
Februar 2018: Atemschutz tragen.) 

Kombinationen 

Code Wortlaut 

P231+P232 Inhalt unter inertem Gas/… handhaben und aufbewahren. Vor Feuchtigkeit schützen. (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Unter inertem Gas handhaben. Vor Feuchtigkeit 
schützen.) 
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P300-Reihe: Reaktion 

Code Wortlaut 

P301 Bei Verschlucken: 

P302 Bei Berührung mit der Haut: 

P303 Bei Berührung mit der Haut (oder dem Haar): 

P304 Bei Einatmen: 

P305 Bei Kontakt mit den Augen: 

P306 Bei kontaminierter Kleidung: 

P308 Bei Exposition oder falls betroffen: 

P310 Sofort Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 

P311 Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 

P312 Bei Unwohlsein Giftinformationszentrum / Arzt / … anrufen. 

P313 Ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P314 Bei Unwohlsein ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P315 Sofort ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P320 Besondere Behandlung dringend erforderlich (siehe … auf diesem Kennzeichnungsetikett). (Die 
vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P321 Besondere Behandlung (siehe … auf diesem Kennzeichnungsetikett). (Die vom Gesetzgeber offen 
gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P330 Mund ausspülen. 

P331 Kein Erbrechen herbeiführen. 

P332 Bei Hautreizung: 

P333 Bei Hautreizung oder -ausschlag: 

P334 In kaltes Wasser tauchen [oder nassen Verband anlegen]. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. 
Februar 2018: In kaltes Wasser tauchen / nassen Verband anlegen.) 

P335 Lose Partikel von der Haut abbürsten. 

P336 Vereiste Bereiche mit lauwarmem Wasser auftauen. Betroffenen Bereich nicht reiben. 

P337 Bei anhaltender Augenreizung: 

P338 Eventuell vorhandene Kontaktlinsen nach Möglichkeit entfernen. Weiter ausspülen. 

P340 Die betroffene Person an die frische Luft bringen und für ungehinderte Atmung sorgen. 

P342 Bei Symptomen der Atemwege: 

P351 Einige Minuten lang behutsam mit Wasser ausspülen. 

P352 Mit viel Wasser / … waschen. (Bis zum Inkrafttreten der 4. ATP am 1. Dezember 2014: Mit viel 
Wasser und Seife waschen.) 

P353 Haut mit Wasser abwaschen [oder duschen]. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
2018: Haut mit Wasser abwaschen / duschen.) 

P360 Kontaminierte Kleidung und Haut sofort mit viel Wasser abwaschen und danach Kleidung 
ausziehen. 

P361 Alle kontaminierten Kleidungsstücke sofort ausziehen. 

P362 Kontaminierte Kleidung ausziehen. (Bis zum Inkrafttreten der 4. ATP am 1. Dezember 2014: 
Kontaminierte Kleidung ausziehen und vor erneutem Tragen waschen.) 

P363 Kontaminierte Kleidung vor erneutem Tragen waschen. 

P364 Und vor erneutem Tragen waschen. 

P370 Bei Brand: 

P371 Bei Großbrand und großen Mengen: 
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Code Wortlaut 

P372 Explosionsgefahr. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Explosionsgefahr bei 
Brand.) 

P373 Keine Brandbekämpfung, wenn das Feuer explosive Stoffe / Gemische / Erzeugnisse erreicht. 

P375 Wegen Explosionsgefahr Brand aus der Entfernung bekämpfen. 

P376 Undichtigkeit beseitigen, wenn gefahrlos möglich. 

P377 Brand von ausströmendem Gas: Nicht löschen, bis Undichtigkeit gefahrlos beseitigt werden kann. 

P378 … zum Löschen … verwenden. (Die vom Gesetzgeber offen gelassenen Einfügungen sind vom 
Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P380 Umgebung räumen. 

P381 Bei Undichtigkeit alle Zündquellen entfernen (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
2018: Alle Zündquellen entfernen, wenn gefahrlos möglich.) 

P390 Verschüttete Mengen aufnehmen, um Materialschäden zu vermeiden. 

P391 Verschüttete Mengen aufnehmen. 

Kombinationen 

Code Wortlaut 

P301+P310 Bei Verschlucken: Sofort Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 

  

P301+P312 Bei Verschlucken: Bei Unwohlsein Giftinformationszentrum / Arzt / … anrufen. 

P301+P330+P331 Bei Verschlucken: Mund ausspülen. Kein Erbrechen herbeiführen. (Mit Inkrafttreten der 
4. ATP am 1. Dezember 2014 aufgehoben, mit Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
2018 wieder aufgenommen) 

P302+P334 Bei Berührung mit der Haut: In kaltes Wasser tauchen [oder nassen Verband anlegen]. 
(Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Bei Kontakt mit der Haut: In 
kaltes Wasser tauchen / nassen Verband anlegen.) 

P302+P335+P334 Bei Berührung mit der Haut: Lose Partikel von der Haut abbürsten. In kaltes Wasser 
tauchen [oder nassen Verband anlegen]. (Mit Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
2018 neu aufgenommen) 

P302+P352 Bei Berührung mit der Haut: Mit viel Wasser / … waschen. (Bis zum Inkrafttreten der 4. 
ATP am 1. Dezember 2014: Bei Kontakt mit der Haut: Mit viel Wasser und Seife 
waschen.) 

P303+P361+P353 Bei Berührung mit der Haut [oder dem Haar]: Alle kontaminierten Kleidungsstücke 
sofort ausziehen. Haut mit Wasser abwaschen [oder duschen]. (Bis zum Inkrafttreten 
der 4. ATP am 1. Dezember 2014: Bei Kontakt mit der Haut [oder dem Haar]: Alle 
beschmutzten, getränkten Kleidungsstücke sofort ausziehen. Haut mit Wasser 
abwaschen/duschen. Mit Inkrafttreten der 4. ATP am 1. Dezember 2014 aufgehoben, 
mit Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018 wieder aufgenommen) 

P304+P340 Bei Einatmen: Die Person an die frische Luft bringen und für ungehinderte Atmung 
sorgen. 

P304+P340+P310 Bei Einatmen: Die Person an die frische Luft bringen und für ungehinderte Atmung 
sorgen. Sofort Giftinformationszentrum oder Arzt anrufen. 

P305+P351+P338 Bei Kontakt mit den Augen: Einige Minuten lang behutsam mit Wasser spülen. Eventuell 
vorhandene Kontaktlinsen nach Möglichkeit entfernen. Weiter spülen. (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Bei Kontakt mit den Augen: Einige 
Minuten lang behutsam mit Wasser spülen. Vorhandene Kontaktlinsen nach 
Möglichkeit entfernen. Weiter spülen.) 

P306+P360 Bei Kontakt mit der Kleidung: Kontaminierte Kleidung und Haut sofort mit viel Wasser 
abwaschen und danach Kleidung ausziehen. 
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Code Wortlaut 

P308+P311 Bei Exposition oder falls betroffen: Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 

P308+P313 Bei Exposition oder falls betroffen: Ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P332+P313 Bei Hautreizung: Ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P333+P313 Bei Hautreizung oder -ausschlag: Ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P336+P315 Vereiste Bereiche mit lauwarmem Wasser auftauen. Betroffenen Bereich nicht reiben. 
Sofort ärztlichen Rat einholen/ärztliche Hilfe hinzuziehen. (Mit Inkrafttreten der 8. ATP 
am 1. Februar 2018 neu aufgenommen) 

P337+P313 Bei anhaltender Augenreizung: Ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. 

P342+P311 Bei Symptomen der Atemwege: Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 

P361+P364 Alle kontaminierten Kleidungsstücke sofort ausziehen und vor erneutem Tragen 
waschen. 

P362+P364 Kontaminierte Kleidung ausziehen und vor erneutem Tragen waschen. 

P370+P376 Bei Brand: Undichtigkeit beseitigen, wenn gefahrlos möglich. 

P370+P378 Bei Brand: … zum Löschen … verwenden. (Die vom Gesetzgeber offen gelassenen 
Einfügungen sind vom Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P370+P380+P375 Bei Brand: Umgebung räumen. Wegen Explosionsgefahr Brand aus der Entfernung 
bekämpfen. 

P371+P380+P375 Bei Großbrand und großen Mengen: Umgebung räumen. Wegen Explosionsgefahr 
Brand aus der Entfernung bekämpfen. 

P370+P372+P380

+P373 

Bei Brand: Explosionsgefahr. Umgebung räumen. KEINE Brandbekämpfung, wenn das 
Feuer explosive Stoffe/Gemische/Erzeugnisse erreicht. (Mit Inkrafttreten der 8. ATP am 
1. Februar 2018 neu aufgenommen) 

P370+P380+P375

+[P378] 

Bei Brand: Umgebung räumen. Wegen Explosionsgefahr Brand aus der Entfernung 
bekämpfen. [… zum Löschen verwenden.] (Die vom Gesetzgeber offen gelassene 
Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) (Mit Inkrafttreten der 8. ATP am 1. 
Februar 2018 neu aufgenommen) 

P400-Reihe: Aufbewahrung 

Code Wortlaut 

P401 Aufbewahren gemäß … (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom 
Inverkehrbringer zu ergänzen) (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: … 
aufbewahren.) 

P402 An einem trockenen Ort aufbewahren. 

P403 An einem gut belüfteten Ort aufbewahren. 

P404 In einem geschlossenen Behälter aufbewahren. 

P405 Unter Verschluss aufbewahren. 

P406 In korrosionsbeständigem / … Behälter mit korrosionsbeständiger Innenauskleidung 
aufbewahren. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu 
ergänzen) (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: In korrosionsbeständigem / … 
Behälter mit korrosionsbeständiger Auskleidung aufbewahren.) 

P407 Luftspalt zwischen Stapeln / Paletten lassen. 

P410 Vor Sonnenbestrahlung schützen. 

P411 Bei Temperaturen nicht über … °C / … °F aufbewahren. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene 
Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen) (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 
2018: Bei Temperaturen von nicht mehr als … °C / … aufbewahren.) 

P412 Nicht Temperaturen über 50 °C / 122 °F aussetzen. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. 
Februar 2018: Nicht Temperaturen von mehr als 50 °C aussetzen.) 
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Code Wortlaut 

P413 Schüttgut in Mengen von mehr als … kg / … lbs bei Temperaturen nicht über … °C / … °F 
aufbewahren. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu 
ergänzen) (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Schüttgut in Mengen von mehr 
als … kg bei Temperaturen von nicht mehr als … °C aufbewahren.) 

P420 Getrennt aufbewahren. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Von anderen 
Materialien entfernt aufbewahren.) 

Kombinationen 

Code Wortlaut 

P402+P404 In einem geschlossenen Behälter an einem trockenen Ort aufbewahren. 

P403+P233 An einem gut belüfteten Ort aufbewahren. Behälter dicht verschlossen halten. (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Behälter dicht verschlossen an einem gut 
belüfteten Ort aufbewahren.) 

P403+P235 An einem gut belüfteten Ort aufbewahren. Kühl halten. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 
1. Februar 2018: Kühl an einem gut belüfteten Ort aufbewahren.) 

P410+P403 Vor Sonnenbestrahlung schützen. An einem gut belüfteten Ort aufbewahren. (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Vor Sonnenbestrahlung geschützt an einem gut 
belüfteten Ort aufbewahren.) 

P410+P412 Vor Sonnenbestrahlung schützen. Nicht Temperaturen über 50 °C / 122 °F aussetzen. (Bis zum 
Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Vor Sonnenbestrahlung schützen und nicht 
Temperaturen von mehr als 50 °C aussetzen.) 

P500-Reihe: Entsorgung 

Code Wortlaut 

P501 Inhalt / Behälter … zuführen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom 
Inverkehrbringer zu ergänzen) 

P502 Informationen zur Wiederverwendung oder Wiederverwertung bei Hersteller oder Lieferant 
erfragen. (Bis zum Inkrafttreten der 8. ATP am 1. Februar 2018: Informationen zur 
Wiederverwendung/Wiederverwertung beim Hersteller/Lieferanten erfragen.) 

P503 Informationen zur Entsorgung/Wiederverwendung/Wiederverwertung beim 
Hersteller/Lieferanten/… erfragen. 

Nicht vom Gesetzgeber vorgegebene P-Kombinationssätze 

Code Wortlaut 

P301+P330+P331

+P310 

Bei Verschlucken: Mund ausspülen. Kein Erbrechen herbeiführen. Sofort 
Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene 
Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen. Keine offizielle P-Satz-Kombination) 

P302+P352+P310 Bei Berührung mit der Haut: Mit viel Wasser / … waschen. Sofort 
Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassenen 
Einfügungen sind vom Inverkehrbringer zu ergänzen. Keine offizielle P-Satz-
Kombination) 

P302+P352+P312 Bei Berührung mit der Haut: Mit viel Wasser / … waschen. Bei Unwohlsein 
Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassenen 
Einfügungen sind vom Inverkehrbringer zu ergänzen. Keine offizielle P-Satz-
Kombination) 

P303+P361+P353 Bei Berührung mit der Haut [oder dem Haar]: Alle kontaminierten Kleidungsstücke 
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+P315 sofort ausziehen. Haut mit Wasser abwaschen [oder duschen]. Sofort ärztlichen Rat 
einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. (Keine offizielle P-Satz-Kombination) 

P304+P340+P311 Bei Einatmen: Die Person an die frische Luft bringen und für ungehinderte Atmung 
sorgen. Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. (Die vom Gesetzgeber offen 
gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen. Keine offizielle P-Satz-
Kombination) 

P304+P340+P315 Bei Einatmen: Die Person an die frische Luft bringen und für ungehinderte Atmung 
sorgen. Sofort ärztlichen Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. (Keine offizielle P-
Satz-Kombination) 

P305+P351+P338

+P315 

Bei Kontakt mit den Augen: Einige Minuten lang behutsam mit Wasser spülen. Eventuell 
vorhandene Kontaktlinsen nach Möglichkeit entfernen. Weiter spülen. Sofort ärztlichen 
Rat einholen / ärztliche Hilfe hinzuziehen. (Keine offizielle P-Satz-Kombination) 

P307+P310 Bei Exposition: Sofort Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. (Die vom 
Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen. Keine 
offizielle P-Satz-Kombination) 

P308+P310 Bei Exposition oder falls betroffen: Sofort Giftinformationszentrum, Arzt oder … 
anrufen. (Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu 
ergänzen. Keine offizielle P-Satz-Kombination) 

P309+P310 Bei Exposition oder Unwohlsein: Sofort Giftinformationszentrum, Arzt oder … anrufen. 
(Die vom Gesetzgeber offen gelassene Einfügung ist vom Inverkehrbringer zu ergänzen. 
Keine offizielle P-Satz-Kombination) 
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