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Zusammenfassung 

Zuckernucleotide und die entsprechenden Glycosyltransferasen sind an einer Vielzahl von 

biologisch wichtigen Glycosylierungsprozessen involviert. Speziell Glycane mit einem termi-

nalen Fucose- oder Sialinsäure-Rest sind bei den Glycosylierungsprozessen beteiligt. 

Um Informationen über fucosylierte Glycoproteine oder Informationen über die Fucosyltrans-

feraseaktivität zu bekommen, hat sich unter anderem der Einsatz von fluoreszenzmarkierten 

Substraten bewährt (Abschnitt 2.1.1.3, S. 7ff.). Zur Untersuchung von Inhibitoren von Sialyl-

transferasen in Zellstudien ist beispielsweise die Verwendung von lipophilen Verbindungen 

notwendig (Abschnitt 2.1.1.7, S. 15). 

Ein wichtiger Vertreter eines regulatorischen Zuckernucleotids ist Adenosindiphosphat-

Ribose (ADPR). Dieses ist der potenteste Aktivator des Ionenkanals transient receptor 

potential melastatin 2 (TRPM2). Die Aktivierung dieses Ionenkanals steht unter anderem mit 

Krankheiten in Verbindung, welche durch oxidativen Stress ausgelöst werden. Zur Durch-

führung von Zellstudien zur Aufklärung des Aktivierungsmechanismus ist auch hier die 

Verwendung von zellgängigen Derivaten erforderlich (Abschnitt 2.1.2, S. 16ff.). 

Die Entwicklung chemischer Synthesestrategien zur Darstellung dieser unterschiedlich 

funktionalisierten Zuckernucleotide ist somit von großem Interesse. 

Zur Darstellung modifizierter Nucleosidmono- und -diphosphatzucker haben sich zwei 

Synthesestrategien bezogen auf die vielseitige Anwendbarkeit, die hohen Ausbeuten und die 

kurzen Reaktionszeiten bewährt: zum einen die cycloSal-Methode (Abschnitt 2.2.1.1, S. 22f. 

und Abschnitt 2.2.2.1 S. 25f.) und zum anderen die Darstellung über die Nutzung der 

Phosphoramiditchemie (Abschnitt 2.2.1.1, S. 21f. und Abschnitt 2.2.2.1, S. 24f.). Das 

DiPPro- und das TriPPPro-Konzept zeigen für die Synthese von lipophilen Nucleosiddi- 

und -triphosphaten, die Diffusion durch die Zellmembran und die selektive intrazelluläre 

Freisetzung des entsprechenden Nucleotids sehr gute Ergebnisse (Abschnitt 4.4, S. 93f.). 

 

Das Ziel dieser Arbeit war die Entwicklung verschiedener Synthesestrategien zur Darstellung 

funktionalisierter Zuckernucleotide. Die Funktionalisierung sollte zum einen durch die Einfüh-

rung von Fluoreszenzfarbstoffen mit unterschiedlicher Linkerstruktur und -länge auf GDP-

Fucose-Derivate erfolgen. Darüber hinaus sollte eine breite Anwendbarkeit der Methode 

durch Verwendung eines weiteren Nucleosids gewährleistet werden. Diese Verbindungen 

sollten in Enzym-Assays hinsichtlich ihrer Substrateigenschaften untersucht werden. Zum 

anderen sollten CMP-Neu5Ac und ADPR durch die Einführung lipophiler Gruppen modifiziert 

werden, um eine Zellgängigkeit und eine intrazelluläre Freisetzung dieser Verbindungen zu 

erreichen. Diese Verbindungen könnten in Zellstudien als potentielle Tools eingesetzt 

werden. Durch die Verwendung einer Acyloxybenzyl-Maske als lipophile Gruppe zur Mas-

kierung einer Phosphatgruppe bei den ADPR-Derivaten sollte die Erweiterung des DiPPro- 
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und des TriPPPro-Konzeptes auf Zuckernucleotide erfolgen. Die dargestellten Verbindungen 

sollten in Fluoreszenz-Assays beziehungsweise in chemischen und enzymatischen Hydro-

lysestudien auf ihre Anwendbarkeit als potentielle biologische Tools hin untersucht werden. 

 

Die erfolgreiche Darstellung von fluoreszenzmarkierten GDP-Fucose-Derivaten mit unter-

schiedlicher Linkerstruktur und -länge gelang durch die Weiterentwicklung der Syntheseroute 

von N. Lunau[1] zur Darstellung von ATTO 550-GDP-Fuc. Es wurden zwei unterschiedlich 

verbrückte fluoreszenzmarkierte GDP-Fucose-Derivate, ein FITC-GDP-Fuc-Derivat und ein 

FAM-GDP-Fuc-Derivat sowie ein fluoreszenzmarkiertes UDP-Fucose-Derivat in Ausbeuten 

bis 75% dargestellt (Abschnitt 4.1.1.2, S. 40ff.). Diese wurden in Fucosyltransferase-Studien, 

welche von K. Seelhorst aus der Arbeitsgruppe von Prof. U. Hahn, Universität Hamburg, 

durchgeführt wurden, untersucht (Abschnitt 4.1.2 S. 47ff.). Es wurden eine bakterielle und 

drei humane Fucosyltransferasen als Enzyme sowie drei Glycoproteine verwendet. Es wurde 

gezeigt, dass sowohl die Linkerstruktur als auch die Linkerlänge einen Einfluss auf die 

Substraterkennung haben. Das FITC-GDP-Fuc-Derivat zeigte die besten Substrateigen-

schaften, wohingegen das FAM-GDP-Fuc-Derivat kein Substrat der verwendeten Fucosyl-

transferasen war (s. S. 49ff.). Das FITC-GDP-Fuc-Derivat könnte daher sehr gut für weitere 

biochemische Untersuchungen geeignet sein. 

 

Zur Erhöhung der Lipophilie von CMP-Neu5Ac sollten Esterfunktionen eingebracht werden, 

da diese durch Esterasen gespalten werden können. Die Darstellung von zwei vollständig 

geschützten CMP-Neu5Ac-Derivaten erfolgte durch Verwendung der Phosphoramiditchemie. 

Zur Blockierung der Hydroxylgruppen wurden Acetylgruppen und zur Maskierung der 

negativen Ladung am Phosphat wurden zwei unterschiedliche Acyloxybenzylmasken 

verwendet. Die benötigten Kupplungsbausteine wurden jeweils über drei Stufen in sehr 

guten Ausbeuten erhalten (Abschnitt 4.2.1.1 S. 55ff.). Anschließend wurde erstmalig ein 

bioreversibel und vollständig geschütztes lipophiles CMP-Neu5Ac-Derivat in einer Ausbeute 

von 30% synthetisiert (Abschnitt 4.2.1.2, S. 57ff.). Bei einem zweiten, vollständig 

geschützten Derivat war die Abtrennung aller Nebenprodukte nicht möglich. Die chemischen 

Hydrolysestudien bei pH 7.3 der beiden lipophilen Verbindungen zeigten allerdings, dass die 

Derivate chemisch nicht stabil sind. Es wurde sehr schnell die glycosidische Bindung 

gespalten (Abschnitt 4.2.2, S. 61ff.). Als Tools für Zellstudien sind diese Verbindungen somit 

nicht geeignet. Neben den vollständig geschützten Derivaten wurden des Weiteren nicht 

vollständig geschützte CMP-Neu5Ac-Derivate, die noch die negative Ladung am Phosphat 

trugen, dargestellt. (Abschnitt 4.2.3, S. 67ff.). Als Schutzgruppen an der Säurefunktion der 

Neuraminsäure wurden zum einen ein Methylester und zum anderen ein Acetyloxy-

methylester verwendet. Zur Darstellung des Neuraminsäure-Kupplungsbausteines mit dem 

Acetyloxymethylester wurde ein dreistufiges Syntheseprotokoll entwickelt. Die Darstellung 
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gelang in sehr guten Ausbeuten (Abschnitt 4.2.3.1, S. 69f.). Die Synthese der lipophilen 

Derivate erfolgte durch Verwendung der cycloSal-Technik nach Optimierung der von 

S. Wolf[2] entwickelten Syntheseroute zur Darstellung von CMP-Neu5Ac. Das lipophile CMP-

Neu5Ac-Derivat mit dem Methylester wurde in einer Ausbeute von 39% erhalten und das 

lipophile CMP-Neu5Ac-Derivat mit dem Acetoxymethylester in einer Ausbeute von 20% 

(Abschnitt 4.2.3.2, S. 71ff.). Die Reinigung der Verbindungen erwies sich als sehr aufwendig. 

Die enzymatischen Hydrolysestudien mit PLE wurden mittels HPLC-MS und HR-MS 

analysiert. Die Hydrolysestudie der lipophilen Verbindung mit dem Methylester (Abschnitt 

4.2.4.1, S. 80ff.) zeigte, dass das Molekül vermutlich kein Substrat der verwendeten 

Esterase ist. Im Gegensatz hierzu scheint das lipophile Derivat mit dem Acetoxymethylester 

ein Substrat der Esterase zu sein (Abschnitt 4.2.4.2, S. 83ff.). Es wurde jedoch kein 

eindeutiges Hydrolyseergebnis erhalten, so dass noch weitere Untersuchungen notwendig 

sind (Abschnitt 4.2.4.2, s. S. 87f.). 

 

Für die Darstellung lipophiler ADPR-Derivate war die Entwicklung einer effektiven Synthese-

strategie nötig. Es sollte zum einen ein Derivat dargestellt werden, bei dem nur die negative 

Ladung einer Phosphatgruppe mit einer Acyloxybenzyl-Gruppe maskiert ist. Zum anderen 

sollten, bezogen auf die Riboseeinheit, anomerenreine ADPR-Derivate synthetisiert werden. 

Bei diesen sollten zusätzlich die Hydroxylgruppen mit Acetylgruppen verestert werden. Die 

Darstellung der NDP-Zucker erfolgte durch Verwendung der Phosphoramiditchemie. Für 

diese Kupplung waren die Synthesen der Zuckerphosphate sowie der nicht-symmetrischen 

Phosphoramidite nötig. Die Darstellung eines ADPR-Derivates, das nur eine AB-Maske an 

dem α-Phosphat trägt und sonst ungeschützt war, gelang nicht. Die Reinigung des benö-

tigten nicht-symmetrischen Phosphoramidites war nicht möglich (Abschnitt 4.4.1.1, S. 98f.). 

Des Weiteren war die Synthese des ebenfalls benötigten Ribosephosphates nicht erfolgreich 

(Abschnitt 4.4.1.4, S. 104ff.). Erfolgreich allerdings gelang die Entwicklung eines Synthese-

weges zur Darstellung lipophiler anomerenreiner ADPR-Derivate (Abschnitt 4.4.1.5, S. 

111ff.). Es war sowohl die Synthese anomerenreiner, peracetylierter Ribosephosphate in 

sehr guten Ausbeuten (Abschnitt 4.4.1.4, S. 104ff.) als auch die Darstellung des benötigten 

nicht-symmetrischen Phosphoramidites in sehr guten Ausbeuten (Abschnitt 4.4.1.2, S. 100f.) 

erfolgreich. Die erstmalige Darstellung von lipophilen ADPα- und -β-R-Derivaten gelang in 

guten Ausbeuten von 43% bzw. 56%. Die chemische Hydrolysestudie der β-Verbindung 

zeigte, dass diese Verbindung eine hohe chemische Stabilität bei pH 7.3 hat (Abschnitt 

4.4.2.1, S. 115f.). Die enzymatische Hydrolysestudie der β-Verbindung, welche mittels 

HPLC-MS und HR-MS analysiert wurde, zeigte, dass erwartete Intermediate und ADPR 

gebildet wurden (Abschnitt 4.4.2.2, S. 116ff.). Durch die Freisetzung von ADPR waren die 

Erweiterung der DiPPro-/TriPPPro-Konzepte sowie die Darstellung eines potentiellen Tools 

für TRPM2 Studien erfolgreich. 
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Abstract 

Sugar nucleotides and the corresponding glycosyltransferases are involved in many 

biologically important glycosylation processes. In particular glycans containing a terminal 

fucose or sialic acid residue are implicated in these glycosylation processes. 

The use of fluorescently labeled substrates is one option to visualize glycans or to gain 

information about enzyme activity (chapter 2.1.1.3, p. 7ff.). The application of lipophilic 

compounds is necessary for doing research on for example sialyltransferase inhibitors in cell 

studies (chapter 2.1.1.7, p. 15). 

Adenosine diphosphate ribose (ADPR) is one important example for a regulatory sugar 

nucleotide. ADPR is the most potent activator of the ion channel transient receptor potential 

melastatin 2 (TRPM2). The activation is inter alia correlated with diseases caused by reactive 

oxygen species. The use of lipophilic compounds is also necessary for TRPM2 studies 

(chapter 2.1.2, p. 16ff.). 

Thus, the development of chemical syntheses towards such functionalized compounds is of 

great interest. 

Two synthesis strategies for the preparation of modified nucleoside monophosphate and 

nucleoside diphosphate sugars have been proven to be valuable concerning the versatile 

application, the high yields and the short reaction times: the cycloSal-method (chapter 

2.2.1.1, p. 22f. and chapter 2.2.2.1 p. 25f.) and the preparation by using phosphoramidite 

reagents (chapter 2.2.1.1, p. 21f. and chapter 2.2.2.1 p. 24f.). The DiPPro- and TriPPPro-

approaches show very good results concerning the synthesis of lipophilic nucleoside 

diphosphates and triphosphates, the diffusion through the cell membrane and the selective 

intracellular release of the corresponding nucleotide (chapter 4.4, p. 93 f). 

 

Developing different synthesis routes for the synthesis of functionalized sugar nucleotides 

was one aim of this thesis. The functionalization ought to be accomplished on the one hand 

by introducing fluorescent dyes with different linker structures and linker lengths to GDP-

Fucose derivatives. Furthermore, a broad application of this method ought to be ensured by 

using a second nucleoside. The substrate ability of these compounds ought to be 

investigated in enzyme assays. On the other hand CMP-Neu5Ac and ADPR ought to be 

modified by introducing lipophilic groups and thereby achieving cell permeability and the 

intracellular release of these compounds. These analogs could be used as potential tools in 

future cell studies. The extension of the DiPPro- and TriPPPro-approaches to nucleoside 

sugars ought to be performed by using an acyloxybenzyl mask for the protection of one 

phosphate group of ADPR. The use of the synthesized compound as potential biological 

tools ought to be investigated by either fluorescent assays or chemical and enzymatic 

hydrolysis studies respectively. 
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The successful synthesis of fluorescently labeled GDP-Fucose derivatives with different 

linker structures and linker lengths was enabled by further developing the synthesis route 

developed by N. Lunau[1] for the preparation of an ATTO 550 labeled GDP-Fucose derivative. 

Two differently fluorescently labeled GDP-Fucose derivatives were synthesized in yields up 

to 75%: a FITC-labeled GDP-Fucose derivative and a FAM-labeled GDP-Fucose derivative 

(chapter 4.1.1.2, p. 40ff.). These compounds have been investigated in fucosyltransferases 

studies accomplished by K. Seelhorst from the working group of Prof. U. Hanh, University 

Hamburg, (chapter 4.1.2, 47ff.). One bacterial and three human fucosyltransferases were 

used as enzymes in the performed studies as well as three glycoproteins. The data showed 

that the linker structure or linker length has an influence on substrate recognition. The FITC-

labeled GDP-Fucose derivative was accepted best by the tested fucosyltransferases 

whereas the FAM-labeled GDP-Fuc derivative has been no substrate of the used 

fucosyltransferases (see p. 49ff.). Therefore, the FITC labeled derivative might be useful in 

further biochemical studies. 

 

Ester functions ought to be used to increase the lipophilicity of CMP-Neu5Ac, since they can 

be cleaved by esterases. The preparation of two fully protected CMP-Neu5Ac derivatives 

was done by phosphoramidite reagents. Acetyl groups were used for the protection of the 

hydroxyl functions and the negatively charged phosphate was protected with a different 

acyloxybenzyl mask each. The synthesis of the required building blocks was achieved each 

in high yields by a three step synthesis route (chapter 4.2.1.1, p. 55ff.). Afterwards, the 

synthesis of a bioreversible and fully protected CMP-Neu5Ac derivative was accomplished 

for the first time in a yield of 30% (chapter 4.2.1.2, p. 57ff.). The removal of all side products 

by a second fully protected derivative was not possible. Chemical hydrolysis studies (pH 7.3) 

of both compounds revealed a very low chemical stability of the fully protected compounds. 

The glyosidic bond was cleaved almost immediately (chapter 4.2.2, p. 61ff.). Thus, these 

compounds are unsuitable as lipophilic tools for cell studies. Furthermore, not fully protected 

CMP-Neu5Ac derivatives with an unprotected phosphate group were synthesized (chapter 

4.2.3, p. 67ff.). The acid function was either protected with a methyl ester or an 

acetyloxymethyl ester. For the preparation of the needed neuraminic acid derivative 

containing the acetyloxymethyl ester a three step synthesis protocol has been developed. 

The synthesis was accomplished in high yields (chapter 4.2.3.1, p. 69ff.). The successful 

synthesis of the not fully protected CMP-Neu5Ac derivatives was performed by using the 

cycloSal method and by optimizing the synthesis protocol of S Wolf[2] for the preparation of 

CMP-Neu5Ac. The lipophilic compound with the methyl ester was obtained in a yield of 39% 

and the lipophilic compound containing the acetyloxymethyl ester was obtained in a yield of 

20% (chapter 4.2.3.2, p. 71ff.). The purification was found to be rather complicated. The 

enzymatic hydrolysis studies with PLE were analyzed with HPLC-MS and HR-MS. The 
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hydrolysis study of the methyl protected derivative (chapter 4.2.4.2, p. 80ff.) revealed that 

this compound is probably no substrate of the used esterase. On the contrary, the 

acetyloxymethyl protected derivative is most likely a substrate of the used esterase. The 

hydrolysis study showed an inconclusive result. Thus, further research needs to be done 

here (chapter 4.2.4.2, p. 88ff.). 

 

For the formation of lipophilic ADPR derivatives the development of an effective synthesis 

was required. On the one hand a derivative bearing only an acyloxybenzyl group as a 

masking unit to protect the negative charge of one phosphate ought to be synthesized. On 

the other hand the synthesis of lipophilic and, with respect to the ribose moiety, anomerically 

pure derivatives ought to be accomplished. In this case the hydroxyl functions ought to be 

protected with acetyl groups. The formation of the NDP-sugars was done by using 

phosphoramidite chemistry. At first, the synthesis of the required sugar phosphates as well 

as the non-symmetrical phosphoramidites was required for the coupling to the NDP-sugars. 

The synthesis of an ADPR derivative bearing an AB mask only at the α-phosphate was not 

possible. The purification of the needed phosphoramidite has not been achieved (chapter 

4.4.1.1, p. 98f.) as well as the formation of the also required ribose phosphate has not been 

possible yet (chapter 4.4.1.4, p. 104ff.). The development of a synthesis route towards the 

formation of lipophilic and anomerically pure ADPR derivatives was successful (chapter 

4.4.1.5, p. 111ff.). The syntheses of anomerically pure and peracetylated ribose phosphates 

was achieved in high yields (chapter 4.4.1.4, p. 104ff) as well as the formation of the required 

non-symmetrical phosphoramidite in very good yields (chapter 4.4.1.2, p. 100ff.). The first 

successful synthesis of ADPRα- and -β-R-derivatives was performed in good yields of 43% 

and 56% respectively. The chemical hydrolysis study at pH 7.3 of the β-compound revealed 

a great stability of this compound (chapter 4.4.2.1, p. 115f.). The enzymatic hydrolysis study 

with PLE of the β-compound was analyzed by HPLC-MS and HR-MS. The data showed that 

expected intermediates as well as ADPR 21 were formed (chapter 4.4.2.2, p. 116ff). Since 

ADPR was released by the enzyme it can be concluded that the extension of the DiPPro-

/TriPPPro-concepts as well as the formation of a potential tool for TRPM2 studies were 

successful. 
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1 Einleitung 

Proteine, DNA, RNA und Glycane sind die vier Biopolymerklassen, welche für alle Formen 

des Lebens von essenzieller Bedeutung sind. Glycane unterscheiden sich von den anderen 

Drei auf mehrere Weisen. Zum einen ist die Biosynthese von Glycanen templatunabhängig 

und kann nicht genau vorhergesagt werden, zum anderen können Glycane verzweigt 

vorliegen. Sie tragen diverse Modifikationen und haben eine deutlich größere strukturelle 

Vielfalt.[3-5] Der Informationsgehalt von Glycanen ist auf Grund dieser strukturellen Vielfalt 

sehr groß. Den „Glycancode“ zu verstehen und Beziehungen zu verschiedenen Krankheits-

bildern zu entschlüsseln ist von großem Interesse.[6-7] Glycosylierungen sind somit eine der 

wichtigsten und auch komplexesten posttranslationalen Modifikationen.[1,8] Glycokonjugate 

spielen eine zentrale Rolle bei einer Vielzahl von biologisch relevanten Prozessen, wie 

beispielsweise der Zell-Zell-Erkennung, der Signaltransduktion und der Immunantwort.[9] Des 

Weiteren sind sie von Bedeutung bei der Entwicklung von Embryonen, dem Gehirn und dem 

Nervensystem.[10] Zudem ändert sich die Struktur der Glycane mit dem Beginn einer Krebs-

erkrankung oder einer Entzündung.[6-7] 

Als Glycosylierung wird der enzymatische Prozess bezeichnet, bei dem eine glycosidische 

Bindung eines Saccharids zu einem weiteren Saccharid, Protein oder Lipid ausgebildet wird. 

Im Allgemeinen können Glycokonjugate in fünf Hauptklassen eingeteilt werden (Abb. 1). 

 

Abb. 1:  Fünf Hauptklassen der Glycokonjugate (bearbeitet nach S.S. Pinho , C. A. 

Reis). [ 11]  

N-verbrückte Glycane sind über eine β-glycosidische Bindung zwischen einem GlcNAc-Rest 

und dem Stickstoffatom eines Asparaginrestes an ein Protein gebunden. Etwas weniger weit 

verbreitet sind O-verbrückte Glycane. Diese sind über eine α-glycosidische Bindung 

zwischen beispielsweise GalNAc und der Hydroxylgruppe eines Serin- oder Threoninrestes 
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ebenfalls mit einem Protein verbunden. Glycophosphatidylinositol (GPI)-Anker „befestigen“ 

Glycoproteine fest mit der extrazellulären Seite der Plasmamembran und Glycosamino-

glycane (GAGs) sind lineare Co-polymere, die über einen Serinrest mit einem Proteoglycan 

verbrückt sind. Als letztes sind Glycolipide zu nennen, welche einen Lipidträger haben. In der 

Abbildung 1 sind als Beispiel Sphingolipide gezeigt. Diese sind eine Hauptkomponente der 

äußeren Hülle der Plasmamembran.[6,11-13]  

Eine Schlüsselrolle bei der Biosynthese von Glycanen spielen Zuckernucleotide, da sie als 

Glycosyldonoren fungieren. Zuckernucleotide wurden von L. F. Leloir entdeckt und können in 

zwei Klassen eingeteilt werden: die Nucleosidmonophosphat-Zucker (NMP-Zucker) und die 

Nucleosiddiphosphat-Zucker (NDP-Zucker) (Abb. 2). Die meisten der natürlich vorkommen-

den Zuckernucleotide sind NDP-Zucker.[14-16] 

 

Abb. 2:  Allgemeiner Aufbau von NMP- und NDP-Zuckern: Glycosylrest (rot), Phosphat-/ 

Pyrophosphateinheit (schwarz), Nucleosidrest (blau) . 

Zuckernucleotide sind aus drei funktionellen Einheiten aufgebaut: einem Glycosylrest, einer 

Phosphat-/Pyrophosphateinheit und einem Nucleosidrest. Der Glycosylrest wird für den 

enzymatischen Transfer durch die Phosphatbindung am anomeren Zentrum aktiviert. 

Katalysiert wird diese Reaktion meist von Glycosyltransferasen, denen der Nucleosidrest, 

neben dem Glycosylrest, als zusätzliches Erkennungsmerkmal dient.[12]  

Glycosyltransferasen wurden von L. F. Leloir in die Leloir-Glycosyltransferasen und die 

Nicht-Leloir-Transferasen eingeteilt. Die Leloir-Glycosyltransferasen verwenden als Subs-

trate Zuckernucleotide, wohingegen Nicht-Leloir-Transferasen Zuckerphosphate oder Sac-

charide als Substrate nutzen.[12,15] Die Leloir-Glycosyltransferasen katalysieren die Übertra-

gung eines Monosaccharids von einem Zuckernucleotid auf eine Hydroxylgruppe der vielen 

möglichen Akzeptorsubstrate. Mögliche Akzeptorsubstrate sind zum einen nicht-reduzieren-

de Enden von wachsenden Oligosaccharidketten, zum anderen kann es sich dabei um 

Aglycons (wie beispielsweise Lipide oder Proteine) handeln. Die Übertragung eines 

Glycosylrestes kann sowohl unter Inversion als auch unter Retention der Konfiguration am 

anomeren Zentrum des Zuckers erfolgen.[17-19] Bei dem Transfer eines Monosaccharidrestes, 

von beispielsweise einem NDP-Zucker, wird die energiereiche Bindung zwischen dem 

anomeren Zentrum des Glycosylrestes und dem β-Phosphat unter Freisetzung des Nucleo-

siddiphosphates gespalten. Von den Säugetier-Glycosyltransferasen werden lediglich neun 

verschiedene Zuckernucleotide als Glycosyldonoren zum Aufbau von Glycokonjugaten 
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genutzt: UDP-Glc, UDP-GlcNAc, UDP-GlcA, UDP-Gal, UDP-GalNAc, UDP-Xyl, GDP-Fuc, 

GDP-Man und CMP-Neu5Ac.[19-21] 

Glycosyltransferasen bzw. die entsprechenden Glycoproteine spielen auch bei verschie-

denen Krankheiten wie Entzündungen[22], Infektionen[23] und Krebs[6] eine entscheidende 

Rolle. Bereits aufgeklärt wurde beispielsweise, dass eine stärkere Präsenz von sialyl-

Lewis X (sLex)-Strukturen direkt mit der Metastasierung verschiedener Tumore in Verbindung 

steht. Diese Epitope dienen in Zelladhäsionsprozessen als Liganden für Selektine.[24-25] An 

der terminalen Position des Glycons befinden sich Fucose und Sialinsäuren.[26] 

Glycosyltransferasen sind an der Biosynthese der sLex-Epitope beteiligt. Es wird ange-

nommen, dass es aufgrund einer Überexpression von diesen Enzymen zu der verstärkten 

Anwesenheit dieser Epitope kommt.[27-30] Sialinsäuren sind nicht nur terminale Saccharide bei 

sLex-Strukturen, sondern sie sind ebenfalls bei der Entwicklung von Embryonen von großer 

Bedeutung. Eine genetische Interferenz bei der Biosynthese von Sialoglycokonjugaten führt 

bei Mäusen zum Beispiel zum Tod von Embryonen.[2,31] 

Neben den Zuckernucleotiden, die an dem Aufbau von Glycanen beteiligt sind, gibt es auch 

Zuckernucleotide, die bei intrazellulären regulatorischen Prozessen eine zentrale Rolle ein-

nehmen. Adenosindiphosphat-Ribose (ADPR) aktiviert beispielsweise den Plasmamembran-

Kationenkanal, transient receptor potential melastatin 2 (TRPM2), wodurch Calcium und 

Natrium in die Zelle gelangen können. Calcium-Signaltransduktionsmechanismen sind weit 

verbreitet in Tier- und Pflanzenzellen. Das Einströmen von Calcium in die Zelle durch 

TRPM2 wurde für viele physiologische und pathologische Prozesse wie die Insulinsekretion, 

pro-inflamatorische Cytokinproduktion, Zellreifung und Ca2+-vermitteltem Zelltod beschrie-

ben. ADPR wird auf drei bekannten Wegen sowohl extra- als auch intrazellulär aus Nicotin-

amidadenindinucleotid (NAD) gebildet.[32-33] Zwei der intrazellulären Bildungsmechanismen 

werden durch reaktive Sauerstoffspezies (reactive oxygen species ROS) aktiviert.[33-34] 

Krankheiten wie autoimmune Erkrankungen, Diabetes Mellitus und neurodegenerative 

Störungen können durch oxidativen Stress ausgelöst werden, wodurch ADPR und die 

Aktivierung von TRPM2 durch ADPR mit diesen Krankheiten in Verbindung stehen.[35-38] 

Glycosyltransferasen und somit auch Zuckernucleotide spielen, wie an den Beispielen 

gezeigt, bei der Biosynthese von ganz unterschiedlichen Glycanen oder bei Regulationspro-

zessen eine Schlüsselrolle. Daher ist die chemische Darstellung von Derivaten der natürlich 

vorkommenden Zuckernucleotide, wie zum Beispiel speziell markierten NDP-Zuckern oder 

zellgängigen Zuckernucleotiden, von großer Bedeutung. Mittels dieser modifizierten Zucker-

nucleotide könnten genauere Informationen über die Aktivität der entsprechenden Glycosyl-

transferasen erhalten werden, Proteine markiert und Zellstudien durchgeführt werden. 

Daraus ergibt sich die Notwendigkeit, effektive Synthesestrategien zur Darstellung von 

Zuckernucleotid-Derivaten zu entwickeln. 
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2 Kenntnisstand 

2.1 Biochemischer Nutzen von Zuckernucleotid-Derivaten 

2.1.1 Zuckernucleotide für den terminalen Glycosylierungsschritt von 

Glycanen 

Glycane mit terminalen Fucose- oder Sialinsäure-Resten übernehmen eine fundamentale 

Rolle bei sowohl physiologischen als auch pathologischen Prozessen wie beispielsweise bei 

Zell-Zell-Interaktionen, Entzündungen, Fertilisation, viralen Infektionen und bösartigen 

Krebserkrankungen.[31,39-41] Da, wie in der Einleitung erwähnt, Zuckernucleotide eine 

Schlüsselrolle bei der Biosynthese von Glycanen spielen, sind hier die Darstellung 

modifizierter Guanosindiphosphat-β-L-fucose (GDP-Fuc)-Derivate bzw. Cytidinmonophos-

phat-N-acetylneuraminsäure (CMP-Neu5Ac)-Derivate von zentraler Bedeutung, um die 

resultierenden Glycane oder die beteiligten Enzyme eingehender untersuchen oder um 

Zellstudien durchführen zu können. 

2.1.1.1 Fucosylierung von wichtigen Epitopen 

Der Transfer eines L-Fucose-Restes von Guanosindiphosphat-β-L-fucose (GDP-Fuc) 1 

(Abb. 3) auf mögliche Akzeptoren, beispielsweise Oligosaccharide, Glycoproteine oder 

Glycolipide, wird von Fucosyltransferasen (FucTs) katalysiert. Die dabei möglichen Ver-

knüpfungen sind α1,2-, α1,3-, α1,4- oder α1,6-Verknüpfungen und erfolgen unter Inversion 

der Konfiguration am Anomerenzentrum.[42-43] Zusätzlich kann eine Fucosylierung als 

O-Fucosylierung an Proteinen über Serin oder Threonin erfolgen.[42,44] 

 

 

Abb. 3: Guanosindiphosphat-β-L-fucose (GDP-Fuc) 1.  

 

Humane Glycokonjugate mit einem terminalen L-Fucose-Rest wie die Blutgruppen ABH-Anti-

gene und die ähnlichen Lewis-Antigene können entweder an Zellmembranen gebunden oder 

in biologische Flüssigkeiten abgegeben werden.[45-46] Bei der Biosynthese der biologisch 

wichtigen Glycane, wie zum Beispiel den Lewis- und Sialyl Lewis-Epitopen Lewis X (Lex) 2 

und Sialyl-Lewis X (sLex) 3 (Abb. 4) sowie Sialyl-Lewis A (sLea), Lewis B (Leb) und Sialyl- 

1 
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Lewis B (sLeb), ist die Fucosylierung häufig der letzte Glycosylierungsschritt.[43] Diese 

Epitope sind aus verschiedenen Gründen von zentraler Bedeutung. Sialyl-Lewis-Epitope sind 

beispielsweise eng mit der Progression und der Metastasierung einer Vielzahl von 

Krebserkrankungen wie Lungen-, Pankreas- oder Magenkrebs verbunden.[47] Hierbei ist, wie 

in der Einleitung erwähnt, die Überexpression von sLeX hervorzuheben.[24-25] Das Epitop Leb 

hingegen wird auf humanen gastrischen Epithelzellen exprimiert und dient als ein Rezeptor 

für das Gram-negative Bakterium Helicobacter pylori (HP). HP ist eines der 

Hauptverursacher von chronischer Gastritis und verschiedenen Magengeschwüren. Darüber 

hinaus ist es an der Bildung von Magen-Adenokarzinomen und Magen-Lymphomen 

beteiligt.[47-49] An dieser Stelle ist ebenfalls die Relevanz von Sialinsäuren hervorzuheben, 

wie an den Sialyl-Lewis-Epitopen deutlich wird. 

 

 

Abb. 4:  Beispiele für Lewis und Sialyl-Lewis-Epitope: Lewis X (LeX) 2 ( l inks), 

Sialyl-Lewis X (sLeX) 3  (rechts). 

 

In Prokaryoten befinden sich L-Fucose-Reste hauptsächlich in Polysacchariden. Es wird 

angenommen, dass diese zur Mimikry, Adhäsion, Lokalisation und Modulation der Wirts-

Immunantwort dienen.[42,45] 

2.1.1.2 Fucosyltransferasen 

Die humanen Fucosyltransferasen werden abhängig von der Verknüpfungsart in vier 

Subfamilien eingeteilt: α1,2-, α1,3-/α1,4-, α1,6-FucTs und O-FucTs. Die Fucosyltransferasen 

FucT I, FucT II und Sec1 transferieren Fucose mit einer α1,2-Verknüpfung. Akzeptoren sind 

die terminale Galβ-Einheit von Vorläuferverbindungen der Typ II Galβ1,4GlcNAc- oder Typ I 

Galβ1,3GlcNAc-Strukturen (LN-Strukturen). Hierüber wird das Blutgruppen H-Antigen 

gebildet.[42,45] 

Die Fucosyltransferasen FucT III-VII und FucT IX verknüpfen alle α1,3. Zusätzlich können 

FucT III und FucT V auch α1,4-verknüpfen. Diese sechs FucTs lassen sich in zwei Gruppen 

einteilen. Die drei Fucosyltransferasen FucT III, FucT V und FucT VI haben eine sehr 

ähnliche Sequenz, wohingegen die anderen drei Fucosyltransferasen FucT IV, FucT VII und 

FucT IX eine deutlich heterogenere Gruppe darstellen. Als Akzeptoren dieser FucTs dienen 

unter anderem LN-Einheiten, um das LeX-Epitop und analoge Strukturen zu bilden. 

Allerdings fucosylieren die FucTs unterschiedliche Positionen der LN-Einheiten.[42,50-51] Die 

2 3 
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Fucosyltransferase FucT VII fucosyliert α2,3-sialylierte Typ II LN-Strukturen. Der Sialy-

lierungsgrad spielt hier eine entscheidende Rolle. Befinden sich keine Sialyleinheiten auf 

dem Akzeptor wird dieser kaum bis gar nicht von der FucT VII fucosyliert. Bei den 

Fucosyltransferasen FucT VI und FucT IX ist dies genau anders herum. Die drei homologen 

Fucosyltransferasen FucT III, FucT V und FucT VI reagieren sowohl mit sialylierten als auch 

mit nicht-sialylierten LN-Einheiten. Am vielseitigsten sind die FucT III und FucT V. Diese 

können mit den Typ II LN- und Typ I LN-Einheiten reagieren. Weitere Akzeptoren sind LN-

Einheiten von Polylactosaminen. Hier können Fucosylierungen sowohl am reduzierenden 

und nicht-reduzierenden Ende als auch mittig erfolgen. FucT VII und FucT IX fucosylieren 

N-Acetyllactosamine an dem nichtreduzierenden Ende von Polylactosaminen. Wie auch bei 

der Darstellung der Lewis-Strukturen präferiert die FucT VII hierbei α2,3-sialylierte LN-

Einheiten, wohingegen FucT IX neutrale (nicht sialylierte) Polylactosamine bevorzugt. 

Sowohl die FucT IV als auch die FucT V fucosylieren bevorzugt die mittigen N-Acetyl-

lactosamin-Einheiten von sialylierten sowie nicht-sialylierten Polylactosaminen. Der Unter-

schied ist, dass FucT V das reduzierende Ende von LN-Einheiten bevorzugt und FucT IV 

mittlere LN-Einheiten. Die Fucosyltransferasen FucT III und FucT VI fucosylieren ähnliche 

innere LN-Einheiten von kurzen neutralen Polylactosaminen.[50] 

Die FucT IV und FucT VII sind die einzigen FucTs, welche in Leukozyten exprimiert werden. 

Hier sind sie für die Produktion von Selektinen verantwortlich. FucT VII ist eine der Haupt-

fucosyltransferasen, welche an der Bildung des sLeX beteiligt ist. FucT IX ist hoch konserviert 

zwischen Säugetieren und weist die höchste Expressionsrate im Gehirn sowohl beim 

ausgewachsenen als auch beim sich entwickelnden Gehirn auf.[42,50,52] Die resultierenden 

Produkte (s)LeX und analoge Strukturen der α1,3/α1,4-FucTs sind an biologischen Pro-

zessen wie Adhäsionsvorgängen, Entzündungsreaktionen und Metastasierung beteiligt.[50] 

FucT VIII katalysiert die Übertragung eines Fucoserestes auf N-Acetylglucosamine (GlcNAc) 

mit einer α1,6-Verknüpfung.[42,45] Über die Fucosyltransferasen FucT X und XI ist nicht viel 

bekannt. Sie gehören wahrscheinlich ebenfalls zu den α1,3-Fucosyltransferasen. Die 

Funktion und die Akzeptormoleküle sind nicht bekannt. O-Fucosylierung wird von den 

O-FucTs O-FucT I und O-FucT II katalysiert.[42] 

Das Gram-negative Bakterium HP besitzt zwei α1,3-/α1,4-FucTs, die die Kohlenhydrate auf 

den Lipopolysacchariden des Bakteriums fucosylieren. Die Funktionen dieser Glycane sind 

nicht vollständig geklärt. Da jedoch die Magenschleimhaut hoch glycosylierte Moleküle, 

welche Lewis-Strukturen enthalten, sekretiert, ist es wahrscheinlich, dass das Bakterium 

molekulare Mimikry nutzt. Somit spielt die molekulare Mimikry durch Lewis-Antigene 

höchstwahrscheinlich eine entscheidende Rolle der Pathogenese durch Helicobacter 

pylori.[42,48-49] 
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2.1.1.3 Fluoreszenz-basierte Methoden für biochemische Assays mittels modifizierter 

GDP-Fuc-Derivate 

Da sich, wie bereits erwähnt, L-Fucose an der terminalen Position von Glycanen befindet, die 

an wichtigen physiologischen und pathologischen Prozessen beteiligt sind, ist die Erfor-

schung von diesen Glycanen und den beteiligten Enzymen von Interesse. Glycane weisen 

eine sehr komplexe Struktur auf, weshalb die Synthese, die Isolation und die Charakte-

risierung eine Herausforderung darstellen. Um die Synthese von Glycanen und die damit 

verbundenen Schwierigkeiten zu umgehen, ist es von großem Interesse, spezielle 

Markierungsmethoden zur Visualisierung von fucosylierten Glycanen zu entwickeln.[41] Des 

Weiteren ist wenig über die Enzymaktivität der verschiedenen Fucosyltransferasen bekannt 

und es gibt kaum zuverlässige Assays, die die Identifikation von Inhibitoren für 

Fucosyltransferasen mittels Hochdurchsatz-Screening (high-throughput-screening, HTS) 

ermöglichen.[1,53] Der Anspruch an biologische Testsysteme ist sehr hoch. Eine hohe 

Empfindlichkeit, sehr geringe Reaktionsvolumen, die Verwendung von geringen Mengen an 

biologischen Reagenzien sowie eine homogene Durchführung sind Grundvoraussetzungen. 

Sehr geeignet sind fluoreszenz-basierte Assays, da diese sich speziell durch eine hohe 

Empfindlichkeit sowie eine homogene Durchführung auszeichnen. Der Einsatz von 

fluoreszenzmarkierten Verbindungen in Bioassays und in HTS-Studien ist daher 

offensichtlich.[54] Über die Jahre wurden unterschiedliche Methoden zur Visualisierung von 

fucosylierten Glycanen, für HTS-Studien von Inhibitor-Bibliotheken und zur Messung der 

Enzymaktivität entwickelt. Da Fucosyltransferasen eine ausgeprägte Toleranz gegenüber 

Modifikationen an der C6-Position des Fucoserestes aufweisen,[43] werden Modifikationen 

meistens an dieser Stelle in das Molekül eingebracht. 

Von C. D. Rillahan et al.[53] wurde ein fluoreszenzmarkiertes GDP-Fuc-Derivat 4, welches an 

der C6-Position des Fucoserestes über einen 5-Carboxyfluorescein-NHS-Ester verbrückt ist, 

hergestellt (Abb. 5). Diese Verbindung wurde zum einen erfolgreich in einem Fluoreszenz-

Polarisations- (FP)-Assay für Fucosyltransferasen eingesetzt, wobei das Glycoprotein Fetuin 

als Akzeptorsubstrat verwendet wurde, zum anderen wurde der FP-Assay zur Identifizierung 

von Fucosyltransferase-Inhibitoren mittels HTS verwendet. Es ist mit diesem Assay möglich, 

eine große Anzahl von Verbindungen zu screenen und Inhibitoren zu identifizieren. Um das 

Anwendungsgebiet auf Zellstudien und in vivo Tests zu erweitern, ist die Entwicklung von 

zellgängigen Inhibitoren nötig, denn Glycosyltransferasen sind Golgi-bezogene Enzyme. 

Dies bedeutet, dass potentielle Inhibitoren dieser Enzyme die Zellmembran passieren 

müssen, um an ihren Wirkort zu gelangen. 
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Abb. 5: GDP-FluorFuc 4 von Rillahan et al. [53 ]  

 

Um Glycoproteine in vitro und in vivo visualisieren zu können, wurden von M. Sawa et al. 

drei Verfahren entwickelt.[41] Bei einem in vitro Assay werden fucosylierte Glycoproteine 

markiert. Bei den in vivo Assays werden fucosylierte Glycokonjugate sowohl auf der 

Zelloberfläche als auch innerhalb der Zelle markiert. Im Folgenden wird nur näher auf die 

Markierung von fucosylierten Glycoproteinen eingegangen. Um diese zu visualisieren, 

werden an C6-Position modifizierte GDP-Fucose-Derivate mit einer Azidgruppe 5 oder einer 

Acetyleneinheit 6 eingesetzt (Abb. 6). 

 

Abb. 6: GDP-Fuc-Derivate mit einer Azidgruppe 5 oder einer Acetyleneinhei 6 nach 

Sawa et al. [ 41]  

 

In einem Enzymassay katalysiert die FucT V die Übertragung eines der modifizierten 

Fucose-Derivate auf das humane α1-Acid-Glycoprotein. Nach der Übertragung erfolgt durch 

Kupfer-katalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition (copper-catalyzed azide-alkyne cycloaddition, 

CuAAC) die Kupplung mit dem entsprechenden Alkin- oder Azid-Fluoreszenzfarbstoff 

basierend auf 1,8-Naphthalimiden. Bei diesem Verfahren erfolgt die Markierung des Glyco-

proteins somit erst nach der Übertragung des modifizierten Fucoserestes. Die markierten 

Proteine werden mittels Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamidgelelektrophorese (sodium 

dodecyl sulfate polyacrylamide gel electrophoresis, SDS-PAGE) analysiert und unter 

Verwendung von UV-Licht visualisiert. 

Um die Aktivität von Fucosyltransferasen zu analysieren, können fluoreszenzmarkierte 

Substrate eingesetzt werden. Von N. Lunau et al.[1] wurden hierzu ein fluoreszenzmarkiertes 

GDP-Fuc-Derivat 7 als Glycosyldonor und ein fluoreszenzmarkiertes LacNAc-Derivat 8 als 

Akzeptor synthetisiert. Die katalytische Umsetzung der fluoreszenzmarkierten Verbindun-

gen 7 und 8 erfolgt mit Hilfe der α1,3-Fucosyltransferase FucT IX zu dem zweifach 

4 

5 

6 
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markierten LeX-Derivat 9 (Abb. 7). Die Analyse der enzymatischen Reaktion erfolgt mittels 

high-perfomance thin-layer chromatography (HPTLC) gekoppelt mit Massenspektrometrie 

und dual-color fluorescence cross-correlation spectroscopy (FCCS). Die Verwendung dieser 

Analysemethoden erlaubt eine schnelle und zuverlässige Untersuchung der Fucosyltrans-

feraseaktivität. Im Fall der FucT IX ist die Enzymaktivität bei Verwendung des markierten 

Donorsubstrates 7 um das 1000fache geringer im Vergleich zu dem unmarkierten Donor. Im 

Fall des Akzeptorsubstrates 8 ist die Aktivität ähnlich der des unmarkierten Akzeptors. Da es 

sich bei den verwendeten Farbstoffen um ein FRET-Paar handelt, wurde ebenfalls versucht, 

einen Förster-Resonanz-Elektronen-Transfer (FRET) zu messen. Dies gelang nicht, da der 

Abstand der Farbstoffe in der Verbindung 9 vermutlich größer als 10 nm ist. 

 

 

Abb. 7: Bildung des zweifach fluoreszenzmarkierten Lewis X-Derivates 9, katalysiert 

von der humanen α1,3-Fucosyltransferase IX. [ 1 ]  

 

Von T. Maeda et al.[43] wurde eine Methode entwickelt, die ein kontinuierliches Monitoring der 

Fucosyltransferaseaktivität basierend auf FRET sowie das Screenen nach Inhibitoren 

ermöglicht. In diesem Rahmen wurden ebenfalls fluoreszenzmarkierte GDP-Fuc-Derivate 

synthetisiert. Unter anderem das Derivat 10 (Abb. 8), bei dem der Farbstoff über eine 

Triazoleinheit mit der C6-Position des Zuckerrestes verbrückt ist. Das Derivat 10 ist ein 

8 

7 

X 

9 
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Inhibitor der verwendeten FucT VI. Der inhibitorische Effekt ist höchstwahrscheinlich auf die 

enthaltene Triazolkomponente zurückzuführen. Ein weiteres getestetes Molekül, bei dem 

eine Naphthylmethylgruppe über eine Amidbindung anstatt über eine Triazoleinheit mit der 

Fucoseeinheit der GDP-Fuc verbunden ist, zeigt keine inhibitorischen Effekte. 

 

Abb. 8:  Fluoreszenzmarkiertes GDP-Fuc-Derivat 10 von Maeda et al. . [ 43]  

 

Die beschriebenen fluoreszenz-basierten Methoden zeigen speziell das Potential von 

fluoreszenzmarkierten Substraten. Mit diesen Substraten können sowohl Proteine markiert 

als auch Enzymaktivitäten analysiert werden. Des Weiteren können diese in Assays zur 

Identifikation von Glycosyltransferase-Inhibitoren eingesetzt werden. Wichtig ist daher die 

Entwicklung effektiver Synthesestrategien zur Darstellung solch modifizierter Substrate. 

2.1.1.4 Vorkommen und Bedeutung von Sialinsäuren 

Sialinsäuren gehören zu den wichtigsten und auch ungewöhnlichsten Bausteinen für 

Glycokonjugate.[55] Sie sind negativ geladene α-Ketosäuren und aus einem C9-Kohlenstoff-

gerüst aufgebaut.[56-58] Aufgrund ihrer negativen Ladung sind Sialinsäuren sowohl an der 

Bindung und an dem Transport von positiv geladenen Molekülen, unter anderem Ionen, 

Aminosäuren und Viren, sowie an der Anziehung und Abstoßung von Zellen beteiligt.[58-59] 

Als weitere Besonderheit ist zu nennen, dass Sialinsäuren im Vergleich zu den meisten 

anderen Sacchariden nicht ubiquitär sind. Hauptsächlich kommen Sialinsäuren in 

Vertebraten und einigen höheren Invertebraten sowie bestimmten Bakterien vor.[31,39-40] Die 

Familie der Sialinsäuren besteht aus mehr als 50 strukturell unterschiedlichen N- und O-Mo-

difikationen der Neuraminsäure sowie 2-Keto-3-desoxynonansäure (KDN) und deren Deri-

vaten.[40,56-57,59] Die allgemeine Struktur der nicht modifizierten Neuraminsäure (Neu5) 11 

sowie der nicht modifizierten KDN 12 sind in Abbildung 9 dargestellt. 

 

 

Abb. 9: Struktur der nicht modifizierten Neuraminsäure (Neu5) 11 ( l inks) sowie der  

nicht modif izierten 2-Keto-3-desoxynonansäuren (KDN) 12 (rechts).  

10 

11 12 
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Modifikationen der Neuraminsäure können an der Aminofunktion in Form eines Acetyl- oder 

Glycolylrestes vorkommen. Die Hydroxylgruppen können methyliert oder mit Acetyl-, Lactyl-, 

Sulfat- oder Phosphatgruppen verestert sein. Diese Modifikationen können einzeln oder auch 

mehrfach in einem Molekül auftreten. Durch Deacetylierung der Aminofunktion kann es zur 

Bildung eines 1,5-Lactams kommen. Daher kommt Neuraminsäure in Vertebraten entweder 

mit einer N-Modifikation oder in einer gebundenen Form vor.[55-56,59-61] Das Vorkommen 

dieser vielen Derivate korreliert mit Zelltypen, Zellalter und Gewebetypen. Sialinsäuren 

kommen in natürlichen Glycokonjugaten nur als α-Anomere typischerweise mit einer von fünf 

unterschiedlichen Verknüpfungen vor: α2,3- oder α2,6-verknüpft zu einem β-D-Galacto-

pyranosylrest, ebenfalls α2,6-vernüpft zu einem β-D-N-Acetylglucosaminrest oder einem 

β-D-N-Acetylgalactosaminrest. Des Weiteren kommen Sialinsäuren mit einer α2,8-Ver-

knüpfung zu weiteren Sialinsäureresten in Gangliosiden oder in Polysialinsäuren (PSA) 

vor.[62-63] Die α-glycosidische Bindung der Neuraminsäuren wird unter anderem von dem 

Enzym Neuraminidase, auch Sialidase genannt, hydrolysiert. Neuraminidasen kommen in 

etlichen Gewebetypen vor. Hier regulieren sie den Sialylierungsrad der Zellen. Solch eine 

Regulierung ist für viele Funktionen entscheidend. Hierzu gehören die Regulation von 

Halbwertszeiten für zirkulierende Zelle und die Regulation der Apoptose.[64-65] 

Die meisten Säugetiere produzieren hauptsächlich N-Glycolylneuraminsäure (Neu5Gc) 13 

(Abb. 10 links). Eine Ausnahme stellen allerdings die Humanen dar. Diese produzieren keine 

Neu5Gc sondern hauptsächlich N-Acetylneuraminsäure (Neu5Ac) 14 (Abb. 10 rechts). 

Neu5Ac 14 liegt in der ungebundenen Form bevorzugt als β-Anomer vor. Neu5Ac 14 sowie 

KDN 12 stellen die biosynthetische Grundlage für alle Vertreter der Sialinsäuren dar.[59,61,65-66] 

 

 

Abb. 10:  N-Glycolylneuraminsäure (Neu5Gc) 13 ( l inks) und  N-Acetylneuraminsäure 

(Neu5Ac) 14 (rechts). 

 

In ihrer aktivierten Form liegt N-Acetylneuraminsäure als Cytidinmonophosphat-N-acetyl-

neuraminsäure (CMP-Neu5Ac) 15 ebenfalls als β-Anomer vor (Abb. 11).[56] 

Wie in Abschnitt 2.1.1.1 gezeigt, sind Sialinsäuren ebenfalls an der Synthese wichtiger 

Glycane wie den sLe-Antigenen beteiligt. 

13 14 



Kenntnisstand 

 

12 
 

 

Abb. 11:  Cytidinmonophosphat-N-acetylneuraminsäure (CMP-Neu5Ac) 15.  

 

Übertragen werden Sialinsäuren von Sialyltransferasen. Zu der Familie der humanen 

Sialyltransferasen gehören mindestens 18 verschiedene intrazelluläre, Golgi-Membrange-

bundene Glycosyltransferasen. Mindestens 20 verschiedene Mitglieder zählen zu den 

Säugetiersialyltransferasen.[62] 

2.1.1.5 Biosynthese von N-Acetylneuraminsäure 14 und CMP-Neu5Ac 15 

Sialinsäuren werden im Cytosol, ausgehend von Uridindiphosphat-N-acetylglucosamin 

(UDP-GlcNAc), in vier aufeinander folgenden, enzymatischen Reaktionen synthetisiert 

(Abb. 12).[31,67]  

 

 

Abb. 12: Schematische Darstellung der Biosynthese von Neu5Ac  14 und 

CMP-Neu5Ac 15 (bearbeitet nach K. Bork et al.  und A. Castilho et al.). [ 67-68]  

 

Die ersten zwei Schritte werden von dem bifunktionellen Enzym UDP-N-acetylglucosamin-2-

Epimerase/N-Acetylmannosamin-Kinase (GNE) katalysiert. Im ersten Schritt wird 2-Acet-

15 

14 

14 15 

15 

14 
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amindo-2-desoxymannose (ManNAc) aus UDP-GlcNAc durch Epimerisierung der 

Hydroxylgruppe in C2-Position und anschließender Abspaltung von UDP gebildet.[69-73] 

ManNAc wird im Folgenden an der C6-Position durch den Verbrauch von ATP 

phosphoryliert.[74] Im dritten Schritt erfolgt die Kondensation von ManNAc-6-Phosphat mit 

Phosphoenolpyruvat (PEP) zu Neu5Ac-9-Phosphat, katalysiert durch das Enzym Neu5Ac-9-

Phosphat-Synthase (NANS).[68-69,74-75] Neu5Ac-9-P Phosphatasen (NAPS) spalten anschlie-

ßend die Phosphatgruppe und es entsteht Neu5Ac 14.[68-69,76] Im Folgenden wird Neu5Ac 14 

entweder zu einer der anderen Sialinsäuren modifiziert oder wird als CMP-Neu5Ac 15 

aktiviert.[77-78] Die Aktivierung von Neu5Ac 14 durch das Enzym CMP-Neu5Ac-Synthase 

(CMAS) findet im Gegensatz zu der Aktivierung anderer Monosaccharide im Nucleus und 

nicht im Cytosol statt.[68,77,79] Das gebildete CMP-Neu5Ac 15 wird über den CMP-Neu5Ac-

Golgi-Transporter aus dem Nucleus in den Golgi transportiert.[80-81] Die Sialylierung von 

Glycokonjugaten durch die verschiedenen Sialyltransferasen (ST) erfolgt im Golgi.[62]  

Eine Schlüsselrolle bei der Biosynthese von CMP-Neu5Ac 15 spielt das Enzym GNE. Dieses 

katalysiert nicht nur wie beschrieben die beiden ersten Syntheseschritte, sondern das 

gebildete CMP-Neu5Ac 15 bindet an das GNE und hemmt so selektiv die Epimeraseaktivität 

des Enzyms. Die Regulierung der Sialinsäurebiosynthese verläuft damit über einen 

Feedback-Mechanismus.[73,82] 

2.1.1.6 Bedeutung von modifizierten Neuraminsäure- und CMP-Neu5Ac-Derivaten 

Modifizierte Derivate der Neuraminsäure bzw. der aktivierten Form sind in unterschiedlichen 

Bereichen von Bedeutung. Glycokonjugate, die modifizierte Neuraminsäuren enthalten, 

können genutzt werden, um wichtige biologische und physiologische Eigenschaften von 

sialinsäurehaltigen Strukturen zu verstehen.[40] 

Da häufig N-Acetylneuraminsäure 14 in Tumorzellen überproduziert wird, ist dieses Molekül 

ein interessanter Ansatzpunkt für die Entwicklung eines Impfstoffes gegen Krebs.[59,83] 

Modifizierte Sialinsäuren haben in diesem Bereiche bereits positive Eigenschaften gezeigt. 

Unter anderem können sie die Immunogenität von Impfstoffen auf Basis von Glycanen 

verstärken.[6,84] Sialinsäuren mit unnatürlichen N-Acyl-Resten wie N-Propanoyl, N-Butanoyl, 

N-Phenylacetat und N-Levulinoyl zeigen eine höhere Immunwirkung als die korrespon-

dierende natürliche Sialinsäure.[6] Analoge Studien hierzu wurden ebenfalls von Chefalo et 

al.[83] durchgeführt. Durch die Verwendung von modifizierten Sialinsäuren konnte ebenfalls 

gezeigt werden, dass es zu einer Hemmung der Aufnahme von Influenza A-Viren kommt.[85-

86] Um nach möglichen Sialyltransferaseinhibitoren zu screenen, wurde von Rillahan et al, 

neben dem in Abschnitt 2.1.1.3 dargestellt fluoreszenzmarkierten GDP-Fuc-Derivat 4, ein 

fluoreszenzmarkiertes CMP-Neu5Ac-Derivat 16 synthetisiert (Abb. 13) und in dem FP-Assay 

und dem HTS eingesetzt.[53] 
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Abb. 13:  CMP-FITCNeu5Ac 16 von Rillahan et al. [ 53 ]  

 

Da wenig bekannt ist, wie sich die verschiedenen Sialyltransferasen in Bezug auf 

Modifikationen der Substrate verhalten, wurden von S. Wolf vier unterschiedlich N-Acyl-

modifizierte CMP-Neuraminsäurederivate synthetisiert: CMP-Neu5Prop 17, CMP-

Neu5But 18, CMP-Neu5Pent 19 und CMP-Neu5Cycloprop 20 (Abb. 14).[2] 

 

 

Abb. 14: Modifizierte CMP-Neu5Acyl-Derivate von S. Wolf. [2 ]  

 

Diese Verbindungen wurden verwendet, um die Akzeptanz einer rekombinanten 

Polysialyltransferase (polyST), isoliert aus Neisseria meningitides Serogruppe B, von 

modifizierten Substarten zu testen. Der Assay zeigte, dass die Modifikationen einen 

deutlichen Einfluss auf die Substrateigenschaften haben, denn die Substratakzeptanz nimmt 

mit steigender Kettenlänge ab und das sterisch anspruchsvollere CMP-Neu5Cycloprop 20 

16 

17 18 

19 20 
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war kein Substrat der getesteten Sialyltransferase.[2] Dieser Assay wurde weiterentwickelt 

und es zeigte sich, dass CMP-Neu5Cycloprop 20 sogar ein kompetitiver Inhibitor der 

verwendeten polyST ist.[87] 

2.1.1.7 Bedeutung von zellgängigen CMP-Neu5Ac-Derivaten 

Um das Anwendungsgebiet von beispielsweise identifizierten Inhibitoren von Sialyltrans-

ferasen auf Zellstudien zu erweiterten oder um intrazelluläre Prozesse untersuchen zu 

können, ist die Entwicklung von zellgängigen CMP-Neuraminsäuren-Derivaten nötig. Um die 

Lipophilie von polaren Molekülen zu erhöhen und um damit die Diffusion durch die 

Zellmembran zu ermöglichen, werden häufig Ester eingesetzt wie beispielsweise Acetyl-, 

Isopropyl-, Pivalinsäure-, Pivaloyloxymethyl- oder Acyloxybenzylester.[88-89] 

Rillahan et al. zeigten die Relevanz, zellgängige Inhibitoren für Glycosyltransferasen zu 

entwickeln, um unter anderem Zellstudien durchführen zu können (Abschnitt 2.1.1.3). 

Die Entwicklung und Untersuchung von Sialyltransferase-Inhibitoren ist speziell in Bezug auf 

Krebserkrankungen von großem Interesse. Eine Überproduktion an Sialinsäuren ist ein 

häufig beobachtetes Phänomen bei Tumorzellen. Darüber hinaus ist beschrieben, dass 

Selektine, die Sialinsäuren erkennen, an der Bildung von Metastasen involviert sind.[59,66] 

Bei Polysialinsäuren (PSA) handelt es sich um Oncofoetale-Antige, welche in großer Fülle 

während der embryonalen Entwicklung vorkommen. Während der Reifung des Gewebes 

nimmt die Anzahl an PSA schrittweise ab und ist praktisch nicht mehr detektierbar in 

peripherem adulten Gewebe. Allerdings erscheinen PSA in verschiedenen Tumorgeweben 

wieder. Die Polysialyltransferase ST8Siall ist eine von zwei polyST, welche an der 

Biosynthese von PSA beteiligt ist.[87] Damit zum Beispiel der von S. Wolf synthetisierte und 

von R. Gerardy-Schahn identifizierte Inhibitor CMP-Neu5Cycloprop 20 (Abschnitt 2.1.1.6) der 

ST8Siall in Zellassays getestet werden kann, muss dieser die Zellmembran passieren 

können. Die Verwendung eines lipophilen Derivates könnte dies ermöglichen. Um solche 

zellgängigen, modifizierten CMP-Neu5Acyl-Derivate zu erhalten, ist die Entwicklung einer 

effektiven Synthesestrategie nötig. 

Sialinsäuren sind ebenfalls ein entscheidender Faktor für die Halbwertzeit von beispielsweise 

im Blut zirkulierenden Glycoproteinen. Fehlen terminale Sialinsäuren werden die 

darunterliegenden Monosaccharide, wie beispielsweise Galactose, von Rezeptoren in der 

Leber oder anderen Organen erkannt und die Glycoproteine schnell abgebaut. Dieses 

Phänomen ist unter anderem im Bereich der Biotherapeutika von Bedeutung, da viele dieser 

Produkte (Antikörper, Cytokine und Hormone) Glycoproteine sind.[67,69,90-91] Produziert 

werden solche Biotherapeutika in Säugetierzelllinien. Der Sialylierungsgrad, auch capping 

genannt, kann je nach Bedingungen der Kultur und Produktion variieren. „Uncapping“ wird 

lediglich in geringem Maße toleriert. Jede größere Menge resultiert in einem schnellen 

Abbau des Moleküls. Aus diesem Grund wurden viele Versuche unternommen, den 
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Sialylierungsgrad zu erhöhen.[67,91] Auch hier könnte untersucht werden, ob durch Zugabe 

eines zellgängigen CMP-Neu5Ac-Derivates der Sialylierungsgrad ansteigt und somit ein 

Abbau von Biotherapeutika mit einem kritischen Sialylierungsgrad verringert werden kann. 

2.1.2 Das regulatorische Zuckernucleotid Adenosindiphosphat-Ribose 21 

2.1.2.1 Der Ionenkanal transient receptor potential melastatin 2 (TRPM2) 

Der Ionenkanal transient receptor potential melastatin 2 (TPRM2) ist ein multifunktionaler, 

nicht-selektiver Ionenkanal. Dieser ist unter anderem permeabel für Calciumionen. Er besitzt 

sechs transmembrane Domänen, welche von den intrazellulären N- und C-Termini flankiert 

sind. TRPM2 gehört unter anderem neben TRPM6 und TRPM7 zu der speziellen Gruppe der 

channel-enzymes (chanzymes), da TRPM2 als Ionenkanal und Pyrophosphatase fungiert. 

Die Pyrophosphataseeinheit (NUDIX-entsprechende oder NUDT9 homologe Domäne) ist am 

cytosolischen C-Terminus lokalisiert. Am N-Terminus befinden sich vier homologe Domänen 

und ein Calmodulin bindendes IQ-ähnliches Motiv, welches eine regulierende Rolle bei der 

Aktivierung des Kanals einnimmt.[32-33,38,92-94] TRPM2 wird in einer Vielzahl von Gewebezellen 

exprimiert. Die höchsten Konzentrationen befinden sich im Gehirn und in Zellen des 

Immunsystems.[32] Bei den Zellen des Immunsystems befindet sich TRPM2 in der 

Plasmamembran, außer bei dendritischen Zellen. Hier ist TRPM2 in der lysosomalen 

Membran lokalisiert.[33] Das Einströmen von Calcium durch TRPM2 in das Zellinnere wurde 

für viele physiologische und pathologische Prozesse beschrieben. Hierzu gehören 

Insulinsekretion, proinflamatorische Cytokinproduktion, Permeabilität des Endotheliums, 

Zellreifung und Chemotaxis. Des Weiteren kann die Aktivierung des TRPM2 zum 

Ca2+-vermitteltem Zelltod führen. Die Aktivierung des TRPM2 steht außerdem in Verbindung 

mit Krankheiten, welche durch oxidativen Stress ausgelöst werden.[34,38] 

2.1.2.2 Adenosindiphosphat-Ribose (ADPR) 21 als Aktivator des TRPM2 

2001 wurde in zwei Studien erstmals beschrieben, dass TRPM2 durch Adenosindiphosphat-

Ribose (ADPR) 21 (Abb. 15) aktiviert werden kann.[92-93] Die Anwesenheit von ADPR 21 in 

eukaryotischen Zellen ist schon länger bekannt, allerdings ist ADPR 21 zelltoxisch und 

wurde somit als Abfallprodukt angesehen. Die Toxizität kommt dadurch zustande, dass die 

reaktive Riboseeinheit nicht enzymatische, unspezifische Reaktionen mit Aminogruppen von 

zellulären Proteinen eingehen kann. Hierbei werden Schiff‘sche-Basen gebildet. Aus diesem 

Grund gibt es effektive Abbaumechanismen von ADPR 21 zu AMP und Ribose-5‘-phosphat 

durch enzymatische Hydrolyse des Pyrophosphates. [32,95] Es gibt sowohl cytosolische[96] als 

auch mitochondriale[97-98] ADPR-Pyrophosphatasen. AMP und Ribose-5‘-phosphat werden 

wieder für metabolische Prozesse verwendet.[32] 
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Abb. 15:  Adenosindiphosphat-Ribose (ADPR) 21.  

 

Die Bildung von ADPR 21 kann auf mindestens drei bekannten Wegen aus Nicotin-

amidadenindinucleotid (NAD) und ebenfalls aus cyclischer Adenosindiphosphat-Ribose 

cADPR erfolgen (Abb. 16). Zum einen gehört ADPR 21 zu dem regulatorischen Calcium-

mobilisierendem second messengers Netzwerk, welches neben ADPR 21 auch 

Nicotinsäureadenindinucleotidphosphat (NAADP) und cADPR beinhaltet.[32,95] In diesem Fall 

werden ADPR 21 und cADPR auf der extrazellulären oder der intrazellulären Seite durch das 

multifunktionale Ectoenzym NAD-Glycohydrolase/ADP-Ribosyl-Cyclase (CD38) gebildet, 

wobei die N-glycosidische Bindung zwischen dem Nicotinamid und der Ribose hydrolysiert 

wird. Innerhalb dieses Netzwerkes wird ADPR 21 auch aus dem Metaboliten cADPR, 

ebenfalls durch das Enzym CD38, gebildet.[32,38,99-102] Das Enzym CD38 existiert in zwei 

Orientierungen. Die aktive Seite des Enzyms CD38 kann sich sowohl auf der extrazellulären 

(Typ II) als auch auf der intrazellulären Seite (Typ III) befinden. Somit kann hier ADPR 21 

extra- und intrazellulär gebildet werden. Es ist anzumerken, dass die physiologische 

Funktion des extrazellulär gebildeten ADPR 21 noch unklar ist.[103-104] 

Des Weiteren wird ADPR 21 in den Mitochondrien durch die mitochondriale NADase aus 

NAD gebildet.[33-34,38,105] Die Bildung von ADPR 21 erfolgt, ausgelöst durch reaktive 

Sauerstoffspezies (reactive oxygen species ROS) induzierte DNA-Schäden, auch im 

Nucleus. Durch das Enzym poly-ADPR-Polymerase (PARP) wird zunächst aus NAD Poly-

ADPR gebildet und in einem zweiten Reaktionsschritt hydrolysiert das Enzym poly-ADPR-

Glycohydrolase (PARG) das gebildete Poly-ADPR zu ADPR 21.[34,106] Die beiden zuletzt 

genannten Mechanismen werden durch ROS, wie beispielsweise Wasserstoffperoxid, 

aktiviert. ROS werden unter anderem von Phagozyten durch die NADPH-Oxidase gebildet 

oder auch in Mitochondrien als Antwort auf bestimmte Partikel wie Lipide, Silica oder 

Aluminium.[33] Die indirekte Aktivierung von TRPM2 durch ROS steht mit verschiedenen 

Krankheiten in Verbindung. Hierzu gehören autoimmune Erkrankungen, Diabetes Mellitus, 

neurodegenerative Störungen (Alzheimer und Parkinson), Infektionen, Herzinfarkt und 

Krebs.[35-38] 

21 
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Abb. 16: Signalmechanismen zur TRPM2 Aktivierung (bearbeitet nach A. Sumoza-

Toledo , R. Penner und S. Syed-Mortadza et al). [33 -34]  

 

Das auf den beschriebenen Wegen gebildete und ins Cytosol freigesetzte ADPR 21 aktiviert 

den TRPM2-Kanal der Membran bzw. des Lysosoms. Hierbei bindet ADPR 21 an die 

NUDT9 homologe Domäne am C-Terminus des TRPM2-Kanals und wird zu Ribose-5-

phosphat und AMP hydrolysiert. AMP inhibiert wiederum die TRPM2-Aktivierung und dient 

damit als Antagonist. Durch die Aktivierung des TRPM2-Kanals kommt es zum Einstrom von 

Calcium ins Zellinnere durch die Plasmamembran bzw. zur Freisetzung von lysosomalem 

Calcium. Die Calciumkonzentration des Cytosols steigt an. Eine Überladung mit Calcium 

kann Apoptose und wahrscheinlich Nekrose auslösen.[33-34,38,107] 

Intrazelluläres ADPR 21 ist der potenteste Aktivator dieses Ionenkanals.[92-93,108] Zusätzlich 

aktiviert intrazelluläres Ca2+ durch Bindung an das Calmodulin bindende IQ-ähnliche Motiv 

den TRPM2 Ionenkanal.[33] Des Weiteren haben die Temperatur und der pH-Wert einen 

Einfluss auf das TRPM2-gating.[38] Von Balázs Tóth et al. wurden in Studien von 2010 und 

2014 gezeigt, dass weder eines der anderen Pyridindinucleodite (cADPR, NAD, NAAD oder 
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NAADP) TRPM2 aktiviert noch dass NAADP die Aktivierung von TRPM2 durch ADPR 21 

potenziert.[94,107,109] Darüber hinaus konnte gezeigt werden, dass die Hydrolyse von ADPR 21 

nicht zwingend mit der Aktivierung oder Deaktivierung von TRPM2 verbunden ist. Dies 

bedeutet, dass Strategien entwickelt werden können, um Modulatoren gezielt bei der 

Steuerung von TRPM2 einzusetzen. Als Modulatoren können sowohl Aktivatoren, welche an 

den geöffneten Kanal binden, als auch Inhibitoren, welche an den geschlossenen Kanal 

binden, dienen.[94] 

ADPR 21 ist, wie bereits erwähnt, der potenteste Aktivator des Ionenkanals TRPM2. 

Deswegen sind Studien zur Aufklärung des Aktivierungsmechanismus von TRPM2 durch 

ADPR 21 sowie das Design möglicher Aktivatoren oder Inhibitoren von zentraler Bedeutung. 

Zusätzlich stellt TRPM2 einen möglichen Ansatzpunkt dar, um Erkrankungen zu bekämpfen, 

welche durch oxidativen Stress ausgelöst werden. 

2.1.2.3 Zellstudie mit ADPR-Analoga 

ADPR 21 kann aufgrund seiner Hydrophilie die Zellmembran nicht passieren. 

Untersuchungen des TRPM2-Kanals erfolgen daher hauptsächlich durch elektrophysio-

logische Methoden (patch-clamp-Methoden) an einzelnen Zellen.[38] Mit dieser Methode 

können Ionenströme durch Plasmamembranen gemessen werden.[110-111] Zellgängige ADPR-

Analoga sind daher interessante Tools, um die Mechanismen des Kanals TRPM2 

eingehender untersuchen zu können. Bislang gibt es jedoch nur wenige Studien bei denen 

ADPR-Analoga eingesetzt wurden. Die Arbeitsgruppe von Jianbo Yue[38] synthetisierte 2012 

1-(2-Nitrophenyl)-ethyl (NPE)-caged-ADPR, um damit einen möglichen TRPM2 vermittelten 

Kationen-Einstrom untersuchen zu können. Die Synthese des NPE-caged-ADPR erfolgt 

ausgehend von ADPR 21 durch Umsetzung mit 1-(2-Nitrophenyl)-diazoethan mit einer 

Ausbeute von 24%. Isoliert wird das Produkt mittels HPLC. Das NPE ist hier entweder an 

dem α- oder an dem β-Phosphat des ADPR gebunden und liegt als Gemisch der beiden 

Regioisomere vor. Als Nebenprodukt kommt unter anderem ein ADPR-Analogon vor, 

welches fünf NPE Moleküle enthielt. Die mono-caged-ADPR-Analoga können die Zellmem-

bran von den eingesetzten Zelllinien Jurkat T-Lymphozyten und HEK293 passieren. 

ADPR 21 wird mittels Photolyse freigesetzt und TRPM2 durch ADPR 21 aktiviert. Durch die 

Aktivierung des TRPM2-Kanals gelangen unter anderem Ca2+, Mg2+ und Zn2+ in die Zelle. 

Darüber hinaus kommt es zu einem geringen Einstrom von Ca2+ in Wildtyp HEK293 Zellen, 

die keinen TRPM2-Kanal präsentieren. Dies könnte durch eine Aktivierung des P2Y1-Re-

zeptors nach der Photolyse erklärt werden. Der P2Y1-Rezeptor ist generell für die ADP-

induzierte Aggregation von Thrombozyten von zentraler Bedeutung.[112] 

Trotz der Schwierigkeiten zeigt dieses Experiment das Potential von zellgängigen, 

monomaskierten ADPR-Derivaten. Somit scheint es erfolgsversprechend, diesen Ansatz 

weiter zu verfolgen und verbesserte Konzepte zu entwickeln. 
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2.2 Chemische Darstellung von Zuckernucleotiden 

2.2.1 Chemische Darstellung von Nucleosiddiphosphat-Zuckern 

Die chemische Darstellung von Nucleosiddiphosphat-Zuckern (NDP-Zuckern) kann auf zwei 

Wegen erfolgen (Abb. 17). Eine Möglichkeit ist, NDP-Zucker aus einem Nucleosiddiphosphat 

und einem aktivierten Monosaccharid darzustellen (Abb. 17, Strategie A). Alternativ kann die 

Pyrophosphatbindung aus zwei Monophosphaten gebildet werden. Hierbei werden ein 

Monosaccharidmonophosphat und ein aktiviertes Nucleosidmonophosphat eingesetzt 

(Abb. 17, Strategie B).[14] 

 

 

Abb. 17: Allgemeine Synthesestrategien zur Darstellung von NDP-Zuckern. 

 

Über die Jahre wurden viele Synthesemethoden zur Darstellung von NDP-Zuckern 

entwickelt. [12,16,113-120] Hierbei hat sich der Syntheseweg B im Vergleich zu dem Syntheseweg 

A in Bezug auf Ausbeute, Stereoselektivität und breite Anwendbarkeit als die effektivere 

Strategie herausgestellt.[14,120-122] Im Folgenden wird somit nur auf die wichtigsten 

chemischen Synthesen der Synthesestrategie B eingegangen. Diese Synthesestrategie 

erlaubt die Kontrolle der Stereochemie am anomeren Zentrum durch Verwendung 

anomerenreiner Zuckerphosphate. Des Weiteren ist hier die Darstellung sowohl über PV-

Chemie als auch über PIII-Chemie möglich. 
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2.2.1.1 Chemische Synthesen von NDP-Zuckern ausgehend von einem aktivierten 

Nucleosidmonophosphat (Strategie B) 

Die klassische Methode zur chemischen Darstellung von NDP-Zuckern nach der 

Synthesestrategie B (Abb. 17) beinhaltet die Kupplung eines Glycosylphosphates mit einem 

Nucleotid-Morpholidat (Moffat-Khorana-Methode 1958) (Abb. 18).[116] Hierbei handelt es sich 

um eine Darstellung der NDP-Zucker bei der Phosphorbausteine in der Oxidationsstufe V 

verwendet werden. Es wird ein Pyranosylmonophosphat mit einem Nucleosid-5’-phosphor-

morpholidat als N,N’-Dicyclohexylcarboxamidiniumsalz umgesetzt. Mit dieser Methode 

können sowohl natürliche NDP-Zucker als auch nicht-natürliche NDP-Zucker dargestellt 

werden. Allerdings schwanken die Ausbeuten zwischen 16 und 90%.[14] Der Ausschluss von 

Feuchtigkeit während der Reaktion ist hier zwingend erforderlich, um eine Hydrolyse des 

Phosphormorpholidates während der Kupplung zu verhindern.[116,123-127] Darüber hinaus sind 

die sehr langen Reaktionszeiten von mehreren Tagen und eine fehlende Reproduzierbarkeit 

der Ausbeuten problematisch. Aufgrund der langen Reaktionszeiten kommt es zu 

Nebenreaktionen beziehungsweise zu hydrolytischen Zersetzungsreaktionen.[14] 

 

 

Abb. 18: Phosphormorpholidat-Methode zur Darstellung von NDP-Zuckern 

nach Moffat und Khorana. [116]  

 

Eine Variante der Morpholidat-Methode wurde von Wittmann und Wong 1997 vorgestellt.[117] 

Hier gelang durch die Verwendung von 1H-Tetrazol als Aktivator eine Verkürzung der 

Reaktionszeit auf zwei Tage und Ausbeuten von bis zu 91%. Allerdings ist auch hier die 

Reproduzierbarkeit problematisch. Als Nebenprodukte entstehen NMPs und NMP-Dimere, 

so dass die Ausbeuten zum Teil auf 30% sinken.[128] 

Van der Marel et al. stellten 2008 eine Methode zur Darstellung der NDP-Zucker vor, die die 

Synthese durch Verwendung von PIII-Reagenzien ermöglicht (Abb. 19).[118] Hierbei werden 

5’-Nucleosylphosphoramidite mit anomerenreinen Pyranosylphosphaten unter Verwendung 

von Dicyanoimidazol als Aktivator gekuppelt. Nach der Kupplung erfolgt in situ die Oxidation 



Kenntnisstand 

 

22 
 

zum Phosphat mit tert-Butylhydroperoxid. Die Reaktionszeit beträgt hier lediglich etwa eine 

Stunde. Auf diesem Weg stellten Marel et al. drei NDP-Zucker mit guten Ausbeuten bis 76% 

dar. Auch wenn diese Strategie bislang keine weite Verbreitung in der Literatur fand, ist sie 

ein interessanter Ansatzpunkt zur Darstellung von NDP-Zuckern. Gerade die kurzen 

Reaktionszeiten sollten die Problematik der zuvor genannten Nebenreaktionen bei der 

Morpholidat-Methode umgehen können. Allerdings schließt der notwendige Oxidationsschritt 

die Anwendung der Methode auf die Darstellung von oxidationsempfindlichen NDP-Zuckern 

möglicherweise aus. 

 

 

Abb. 19: Phosphoramidit-Methode zur Darstellung von NDP-Zuckern 

nach van der Marel et al . [ 118]  

 

Eine weitere Synthesestrategie wurde ebenfalls 2008 von S. Wendicke und S. Warnecke 

vorgestellt.[16] Diese basiert auf der von C. Meier 1996 entwickelten cycloSal-Technik.[129] 

Bei dieser Methode erfolgt die Darstellung der NDP-Zucker ebenfalls über Phosphor-

bausteine in der Oxidationsstufe V, durch Umsetzung von cycloSal-Triestern mit anomeren-

reinen Pyranosylmonophosphaten (Abb. 20). Die cycloSal-Triester fungieren hier als 

aktivierte Nucleotide.[16] 

Die Bildung eines NDP-Zuckers wird hierbei durch den nucleophilen Angriff eines Glycosyl-

phosphates auf das Phosphoratom des Triesters eingeleitet. Bedingt durch die verschie-

denen Stabilitäten der Phenyl-, Benzyl- und Alkylphosphatesterbindung verläuft die folgende 

Spaltung äußerst selektiv. So erfolgt nach dem nucleophilen Angriff zunächst die Spaltung 

der phenylischen Phosphatesterbindung unter Bildung eines (2-Hydroxybenzyl)-phosphat-

diesters. Dieser wird aufgrund seiner Mesomeriestabilisierung bevorzugt gebildet. Des 

Weiteren wird der zunächst schwache Donorsubstituent in einen starken Donorsubstituenten 

überführt. Dadurch erfolgen über einen spontanen Bindungsbruch der benzylischen C-O-
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Bindung sowohl die Freisetzung des Chinonmethids, welches nach Reaktion mit Wasser den 

entsprechenden Salicylalkohol bildet, als auch die Freisetzung des NDP-Zuckers.[120,122,130] 

Um eine vollständige Umsetzung des cycloSal-Triesters in möglichst kurzer Zeit zu 

erreichen, ist es nötig, die Elektrophilie des Phosphoratoms zu erhöhen. Dies kann durch 

Substituenten am aromatischen System gesteuert werden, wobei Elektronendonatoren wie 

zum Beispiel X = 3-Me (hier nicht gezeigt) eine desaktivierende Wirkung aufweisen. Elektro-

nenakzeptoren wie zum Beispiel X = 5-NO2 oder X = 5-Cl hingegen weisen eine aktivierende 

Wirkung auf. Durch die Aktivierung wird eine rasche Umsetzung mit den Pyranosyl-

phosphaten gewährleistet.[120] 

 

 

Abb. 20: Allgemeiner Reaktionsmechanismus von cycloSal-Triestern mit Pyranosyl-

phosphaten. [16]  

 

Mittels der von S. Wendicke und S. Warnecke vorgestellten Methode können NDP-Zucker 

innerhalb von 3-5 Stunden mit Ausbeuten von 46-60% synthetisiert werden. Nach 

Optimierung der Methode von S. Wolf et al. durch Änderung der Reihenfolge der Reagen-

zienzugabe, des Äquivalentenverhältnisses sowie des Lösungsmittelvolumens können eine 

große Bandbreite von natürlichen und nicht-natürlichen NDP-Zuckern dargestellt werden. Die 

Ausbeuten liegen bei bis zu 88%.[120-122] Neben den Pyranosylphosphaten können auch 

weitere Nucleophile eingesetzt werden, so dass mit dieser Methode auch eine Vielzahl 

weiterer phosphorylierter Biomoleküle dargestellt werden können.[130] 
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2.2.2 Darstellung von Nucleosidmonophosphat-Zuckern 

Im Unterschied zu den NDP-Zuckern sind NMP-Zucker über nur eine Phosphatgruppe 

verbrückt. Die Darstellung der NMP-Zucker kann ebenfalls, wie bei den NDP-Zuckern (siehe 

Abschnitt 2.2.1, Abb. 17), über eine Aktivierung des Monosaccharides, Strategie A, oder 

über die Aktivierung des Nucleotids, Strategie B, erfolgen. Der wichtigste Vertreter dieser 

Verbindungsklasse ist CMP-Neu5Ac 15, welcher als Sialinsäuredonor fungiert. Im Folgenden 

sind nur Beispiele zur Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 ebenfalls nur mittels der Synthese-

strategie B gezeigt. 

2.2.2.1 Chemische Synthesen zur Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 ausgehend von 

einem aktivierten Cytidinmonophosphat (Strategie B) 

Für die chemische Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 mittels Strategie B gibt es zwei 

hauptsächlich verwendete Konzepte. Die Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 kann über diese 

Synthesewege ebenfalls durch Verwendung von Phosphorbausteinen in der Oxidationsstufe 

III oder V erfolgen. Bei den Methoden von Kajihara et al. (1995) (Abb. 21)[131] und Halcomb et 

al. (1997)[132] werden Cytidin-5‘-phosphoramidite mit dem vollständig geschützten Halbacetal 

des Neuraminsäurederivates 22 in Gegenwart von 1H-Tetrazol umgesetzt. 

 

 

Abb. 21: CMP-Neu5Ac-Synthese nach Kajihara et al . [131]  

23 

22

 

24 

25 

15  



Kenntnisstand 

 

25 
 

Kajihara et al. verwenden Cyanoethyl-geschützte Phosphoramidite 23, wohingegen Halcomb 

et al. eine Allylschutzgruppe für das Phosphoratom verwenden. In beiden Fällen konnte das 

β-Anomer der CMP-N-Acetylneuraminsäure 15 erhalten werden. Die Gesamtausbeute nach 

Kupplung, Oxidation und Deblockierung liegt bei Kajihara et al. bei 50% und bei Halcomb et 

al. lediglich bei 30%. Gründe für die moderaten Ausbeuten sind die erhöhte 

Eliminierungstendenz des vollständig blockierten Phosphattriesters 25 im Vergleich zu der 

bei dem im folgenden genierten Phosphatdiester 15.[131,133] Außerdem kommt es aufgrund 

des nötigen Oxidationsschrittes zu weiteren Nebenreaktionen. 

Die Verwendung eines vollständig blockierten Phosphattriesters sowie die Problematik der 

Oxidation konnten mit der von Wolf et al. (2012) entwickelten Synthesemethode, basierend 

auf Phosphor-haltigen Reagenzien in der Oxidationsstufe V, zur Darstellung von 

CMP-Neu5Ac 15 umgangen werden (Abb. 22).[2] Die Darstellung des Produktes erfolgt 

analog der Synthese der NDP-Zucker von S. Wendicke und S. Warnecke (siehe 

Abschnitt 2.2.1.1). 

 

 

Abb. 22: Darstellung von CMP-Neu5Ac nach Wolf et al. [2 ]  
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Als Nucleophil wird hier ebenfalls das vollständig geschützte Halbacetal des Neuraminsäure-

derivates 22 eingesetzt, welches zuvor durch Deprotonierung der 2-OH-Gruppe in ein 

Oxyanion überführt wird. Das nach der Kupplung erhaltene, selektiv blockierte Produkt weist 

bereits eine sehr hohe Reinheit auf, so dass direkt die Deblockierung der Schutzgruppen 

erfolgen kann. Die Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 als reines β-Anomer erfolgt über drei 

Stufen mit einer Gesamtausbeute von 85%. Mit dieser Methode können auch Modifikationen 

an der Aminofunktion eingebracht werden. Die bereits erzielten Ausbeuten lagen zwischen 

54 und 71% (Abschnitt 2.1.1.6). 
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3 Aufgabenstellung 

Zuckernucleotide und die entsprechenden Glycosyltransferasen sind bei einer Vielzahl von 

biologisch wichtigen Glycosylierungsprozessen involviert. Hierzu gehören die Zell-Zell-

Erkennung, die Signaltransduktion und die Immunantwort.[9] Des Weiteren spielen sie eine 

zentrale Rolle bei Erkrankungen wie Entzündungen,[22] Infektionen[23] und Krebs.[6] Speziell 

Glycane mit einem terminalen Fucose- oder Sialinsäure-Rest sind bei diesen Prozessen 

beteiligt.[31,39-41] Die Darstellung modifizierter Guanosindiphosphat-β-L-fucose (GDP-Fuc)-

Derivate bzw. Cytidinmonophosphat-N-acetylneuraminsäure (CMP-Neu5Ac)-Derivate ist von 

großer Wichtigkeit, um die resultierenden Glycane oder die beteiligten Enzyme eingehender 

zu untersuchen oder um Zellstudien durchführen zu können. 

Um Informationen über fucosylierte Glycoproteine, welche an physiologischen oder patho-

logischen Prozessen beteiligt sind oder Informationen über die Fucosyltransferaseaktivität zu 

bekommen, hat sich unter anderem der Einsatz von fluoreszenzmarkierten Substraten 

bewährt.[1,43,53] Um einen breiten Zugang zu solchen Verbindungen zu ermöglichen, ist die 

Entwicklung geeigneter Synthesestrategien von zentraler Bedeutung. 

Ein Ziel dieser Arbeit war es somit eine Syntheseroute zu entwickeln, in Anlehnung an die 

von N. Lunau entwickelte Syntheseroute,[1] um fluoreszenzmarkierte GDP-Fucose-Derivate 

mit unterschiedlicher Linkerstruktur und -länge darzustellen (Abb. 23). Als Farbstoffderivate 

sollten Verbindungen eingesetzt werden, die sich durch eine gute Leuchtkraft und Quanten-

ausbeute auszeichnen. 

 

 

Abb. 23:  Zu synthetisierende, f luoreszenzmarkierte Guanosinddiphosphat-Fucose-

Derivate. 

 

Mit den dargestellten Verbindungen sollte in Fucosyltransferase-Studien, welche von 

K. Seelhorst aus der Arbeitsgruppe von Prof. U. Hahn an der Universität Hamburg 

durchgeführt werden sollten, überprüft werden, ob die Linkerstruktur und/oder -länge einen 

Einfluss auf die Substratakzeptanz von Fucosyltransferasen hat. Darüber hinaus sollte eine 

breite Anwendbarkeit der Methode durch Verwendung eines weiteren Nucleosids 

gewährleistet werden und somit ebenfalls eine Referenzsubstanz für die Fucosyltransferase-

Studien bereitgestellt werden. 
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Um das Anwendungsgebiet von beispielsweise identifizierten Inhibitoren von Sialyltrans-

ferasen auf Zellstudien zu erweitern oder um intrazelluläre Prozesse untersuchen zu können, 

ist die Entwicklung von zellgängigen CMP-Neuraminsäure-Derivaten nötig. Daher war ein 

weiteres Ziel dieser Arbeit die Entwicklung einer solchen Synthesestrategie. Hierzu sollte die 

Lipophilie des Moleküls CMP-Neu5Ac 15 erhöht werden. In allen Fällen sollten 

Esterfunktionen verwendet werden, da diese durch Esterasen gespalten werden können. Da 

keine Informationen über die Stabilität eines bioreversibel vollständig geschützten CMP-

Neu5Ac-Derivates zu Verfügung standen, sollten solche Derivate dargestellt werden 

(Abb. 24, links). Da sich die Verwendung von Acyloxybenzyl (AB)-Estern zur Maskierung 

negativer Ladungen an Phosphaten bei verschiedenen Prodrugkonzepten bewährt hat,[89,134-

139] sollten diese auch hier eingesetzt werden. Es sollten zwei in Phosphatpuffer 

unterschiedlich stabile AB-Masken verwendet werden, um Informationen über die Stabilität 

der Derivate zu erhalten. 

 

 

Abb. 24:  Zu synthetisierende bioreversibel maskierte, l ipophile Cytidinmonophosphat-

N-acetylneuraminsäure-Derivate. 

 

Die Hydroxylgruppen und die Aminofunktion sollten mit kurzkettigen Esterfunktionen 

geschützt werden. Die Säuregruppe sollte als Methylester vorliegen, da dieser bei den in 

Abschnitt 2.2.2.1 vorgestellten Syntheserouten verwendet wird. 

Weiterhin sollten nicht vollständig geschützte CMP-Neu5Ac-Derivate dargestellt werden 

(Abb. 24, rechts). Diese sollten ebenfalls mit kurzkettigen Esterfunktionen geschützt werden. 

In diesem Fall sollten zwei verschiedene Säureschutzgruppen verwendet werden, um hier 

Informationen über die Stabilität unterschiedlich geschützter Carboxyl-Derivate zu erhalten. 

Es sollte auch hier der Methylester und zusätzlich eine Acyloxymethyl-Gruppe verwendet 

werden. Abschließend sollten die dargestellten Verbindungen anhand von chemischen und 

enzymatischen Hydrolysestudien auf ihre Stabilität und die Bildung von Hydrolyseprodukten 

hin untersucht werden. 
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Zuckernucleotide sind nicht nur an dem Aufbau von Glycanen beteiligt, sondern auch bei 

intrazellulären, regulatorischen Prozessen. Beispielsweise ist das Zuckernucleotid Adeno-

sindiphosphat-Ribose (ADPR) 21 der potenteste Aktivator des Ionenkanals transient receptor 

potential melastatin 2 (TPRM2).[92-93,108] Das Einströmen von Calcium durch TRPM2 in das 

Zellinnere wurde für viele physiologische und pathologische Prozesse beschrieben. Hierzu 

gehören Insulinsekretion, proinflamatorische Cytokinproduktion, Zellreifung und Chemotaxis. 

Des Weiteren kann die Aktivierung des TRPM2 zum Ca2+-vermittelten Zelltod führen und die 

Aktivierung steht in Verbindung mit Krankheiten, welche durch oxidativen Stress ausgelöst 

werden.[34,38] Die Durchführung von Zellstudien zur Aufklärung des Aktivierungsmechanismus 

von TRPM2 durch ADPR 21 ist daher von zentraler Bedeutung. Die Arbeitsgruppe von J. 

Yue[38] zeigte das Potential von zellgängigen, monomaskierten ADPR-Derivaten. Allerdings 

verläuft die Synthese nicht selektiv zu einem Produkt und es kommt bei Zellen, die keinen 

TRPM2 präsentieren, bei der Abspaltung der verwendeten Maske durch Photolyse zu einem 

Einstrom von Calciumionen. Aus diesen Gründen war ein weiteres Ziel dieser Arbeit eine 

Synthesestrategie zu entwickeln, die den Zugang zu einem selektiv an einer Phosphat-

gruppe monomaskierten Derivat ermöglicht. Des Weiteren sollte durch die Verwendung einer 

AB-Maske am Phosphat eine Weiterentwicklung der in unserer Arbeitsgruppe entwickelten 

Prodrug-Konzepte, das DiPPro- und das TriPPPro-Konzept,[134-138,140] auf Nucleosiddiphos-

phat-Zucker erfolgen. Es sollte zum einen versucht werden, ob die Darstellung eines am 

α-Phosphat monomaskierten, aber ansonsten ungeschützten Derivates möglich ist (Abb. 25, 

links). Zum anderen sollte durch Verwendung von Acetylschutzgruppen die Lipophilie weiter 

erhöht werden. Zusätzlich sollten mit Letztgenanntem anomerenreine Verbindungen darge-

stellt werden (Abb. 25, rechts). Die Durchführung von chemischen und enzymatischen 

Hydrolysestudien sollte Informationen über die Stabilität der eingesetzten Verbindung und 

die Bildung von Hydrolyseprodukten geben. 

 

 

Abb. 25:  Zu synthetisierende bioreversibel maskierte, l ipophile Adenosindiphosphat-

Ribose-Derivate.
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4 Resultate und Diskussion 

4.1 Darstellung potenter Tools für Fucosyltransferase-Studien 

L-Fucose befindet sich häufig an der terminalen Position von Glycanen, die an wichtigen 

physiologischen und pathologischen Prozessen beteiligt sind (Abschnitt 2.1.1.1). Die 

Erforschung dieser Glycane und der beteiligten Enzymen ist von großer Bedeutung. Wie in 

Abschnitt 2.1.1.3 beschrieben, ist die Entwicklung spezieller Markierungsmethoden zur 

Visualisierung von fucosylierten Glycanen sehr wichtig, um beispielsweise Glycoproteine zu 

visualisieren oder um Enzymaktivitäten analysieren zu können. Durch die Verwendung eines 

fluoreszenzmarkierten Substrates der Fucosyltransferasen, ist es möglich, sowohl markierte 

Proteine zu detektieren als auch Informationen über die Aktivität der Fucosyltransferase zu 

erhalten. 

4.1.1 Synthese fluoreszenzmarkierter Nucleosiddiphosphat-Zucker 

Für die Darstellung von Nucleosiddiphosphat-Zuckern hat sich die cycloSal-Methode in 

Bezug auf Ausbeuten, Anomerenreinheit und der vielseitigen Anwendbarkeit bewährt.[1,120-122] 

N. Lunau gelang bereits die erfolgreiche Darstellung des fluoreszenzmarkierten 

GDP-Fucose-Derivates ATTO 550-Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-β-L-galactose 7 

in guten Ausbeuten.[1] Die Reaktionsabfolge wird im Folgenden erläutert und ist in Abb. 27 

abgebildet. Der verwendete ATTO 550-Farbstoff stellt mit dem bei dem Akzeptorsubstrat 8 

ebenfalls eingesetzten Farbstoff ATTO 647N ein FRET-Paar dar. Mit dem Derivat 7 wurde, 

wie in Abschnitt 2.1.1.3 beschrieben, die Aktivität der humanen Fucosyltransferase IX 

analysiert. Es ist ebenfalls möglich, dieses markierte Substrat 7 zur Markierung von 

Glycoproteinen oder in Hochdurchsatz-Screenings (high-throughput-screening, HTS) zur 

Identifizierung von Fucosyltransferase-Inhibitoren zu verwenden (Abschnitt 2.1.1.3). Der 

Einsatz hochpreisiger FRET-Farbstoffe ist hier nicht erforderlich, weshalb ein anderer 

Farbstoff verwendet werden sollte. ATTO-Farbstoffe zeichnen sich im Allgemeinen durch 

eine hohe Photo- und Thermostabilität und eine hohe Quantenausbeute aus (0.8). Diese 

Farbstoffe haben jedoch häufig sperrige Strukturen und Gruppen, welche Ladungen tragen. 

Darüber hinaus werden nicht alle Strukturen der ATTO-Farbstoffe veröffentlicht. Die Struktur 

des ATTO 550 Farbstoffes ist zum Beispiel nicht bekannt.[141] Die geladenen Gruppen 

können beispielsweise den Einsatz in lebenden Zellen ausschließen, da die Zellmembran 

eventuell nicht passiert werden kann. Neben den ATTO-Farbstoffen gehören Alexa Fluor-

Farbstoffe[142] und auch siliciumhaltige Rhodaminfluorophore (SiR)[143] zu den in den letzten 

beiden Jahrzehnten entwickelten Fluorophoren. Die Alexa Fluor-Farbstoffe weisen ähnliche 

Eigenschaften auf wie die ATTO-Farbstoffe.[144] Das Alexa Fluor 488 28 ist exemplarisch in 

der Abbildung 26 links gezeigt. Zu den Fluorophoren, welche bereits seit langem 
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Verwendung finden, gehören unter anderem Fluorescein-Derivate wie beispielsweise 

Fluoresceinisothiocyanat (FITC) 29 (Abb. 26, Mitte) und Rhodamin-Derivate wie das 

Tetramethylrhodamin 30 (Abb. 26, rechts). Viele Labelingstrategien konzentrieren sich auf 

diese klassischen Fluorophore, da sie sich durch eine gute Leuchtkraft mit geringer Größe 

auszeichnen. Darüber hinaus weisen sie eine gute Zellpermeabilität auf, da sie keine 

Nettoladung aufweisen. Allerdings sind beispielsweise Fluorescein-Derivate anfälliger für 

Photobleaching als beispielsweise ATTO-Fluorophore. Die Quantenausbeute ist jedoch im 

Vergleich zu ATTO-Fluorophoren ebenfalls sehr gut und liegt je nach Reaktionsbedingungen 

in einem Bereich von 0.4-0.9.[144-145] Fluorescein-Derivate stellen somit zu dem von N. Lunau 

verwendeten ATTO 550-Farbstoff eine sehr gute Alternative dar, um in Fucosyltransferase-

Studien eingesetzt zu werden. 

 

 

Abb. 26: Die Fluorophore Alexa Fluor 488 28 ( l inks) Fluorescein iso thiocyanat 29 (Mitte) 

und Tetramethylrhodamin 30 (rechts). 

 

Die von N. Lunau entwickelte Synthesestrategie zur Darstellung der ATTO 550-markierten 

Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-β-L-galactose 7 (Abb. 27) zeichnet sich speziell 

durch die Entwicklung einer 7-stufigen Syntheseroute zur Darstellung des zentralen 

Synthesebausteins, dem Azid-modifizierten Galactosylphosphat 31, mit einer Gesamtaus-

beute von 9% aus.[1,146] Ausgehend von L-Galacto-1,4-lacton 32 erfolgte durch Reduktion die 

Darstellung von L-Galactose 33 und anschließender Schützung mit Isopropylidenacetalen zu 

dem Derivat 34. Nach Einführung einer Tosylgruppe an der C6 OH-Gruppe 35 erfolgte die 

Umwandlung in das Azid 36. Anschließend wurde ein Austausch der Isopropylidenaceatale 

gegen Acetylgruppen zur Darstellung der Verbindung 37 durchgeführt. Abschließend wurde 

das Galactosylbromid 38 und daraus das Galactosylphosphat 31 generiert. Zuvor entwickelte 

Synthesestrategien erstreckten sich über deutlich mehr Stufen.[43] Darüber hinaus stellt die 

Syntheseroute eine gute Möglichkeit dar, um an der C6-Position des Zucker-Restes 

verschiedene Farbstoffe sowohl in das Azid-modifizierte GDP-Fuc-Derivat 5 als auch in das 

Amin-modifizierte GDP-Fuc-Derivat 39 (Abb. 27) einzuführen. Für den Kupplungsschritt zu 

dem Derivat 5 hat N. Lunau die cycloSal-Methode verwendet. Dieser Schritt gelingt durch 

28 29 30 



Resultate und Diskussion 

 

32 
 

Kupplung mit dem Guanosin-cycloSal-Triester 40 mit einer Ausbeute von 41% über zwei 

Stufen (Abb. 27). Andere Syntheserouten, wie beispielsweise die von Maeda et al.,[43] 

verwenden für den zentralen Kupplungsschritt zu dem Azid-modifizierten GDP-Fucose-

Derivat 5 Phosphormorpholidatchemie. Dieser Schritt gelingt lediglich mit einer Ausbeute von 

11%. 

 

 

Abb. 27: Syntheseroute von N. Lunau  zur Darstellung ATTO 550-markierter 

Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-β-L-galactose 7. [1 ,146]  

 

Aus den genannten Gründen eignet sich die Synthesemethode von N. Lunau für die 

Fluoreszenzmarkierung verschiedener NDP-Zucker und sollte somit als Grundlage für die 

Darstellung der fluoreszenzmarkierten NDP-Zucker 41-43 dienen. In Abbildung 28 ist das 

Retrosyntheseschema zur Darstellung der verschiedenen fluoreszenzmarkierten NDP-

Zucker 41-43 dargestellt. Die erste Verbrückung zur Darstellung des FITC-Thioharnstoff-

verbrückten GDP-Fucose-Derivates 41 sollte durch Umsetzung des Amin-modifizierten GDP-

Fuc-Derivates 32 mit Fluoresceinisothiocyanat (FITC) 29 erfolgen. Das Amin-Derivat 39 

7 

31 5 

39 

32 33 34 

35 36 

37 38 

40 
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sollte durch Hydrierung aus dem Azid-modifiziertem GDP-Fucose-Derivat 5 erhalten werden. 

Dieser Hydrierungsschritt schließt die Anwendbarkeit der Syntheseroute auf hydrier-

empfindliche Verbindungen aus. Die Syntheseroute zur Einführung einer zweiten Ver-

brückung sollte daher keinen Hydrierungsschritt enthalten. Zur Überprüfung, ob die Methode 

eine breite Anwendbarkeit ermöglicht, sollte ein weiteres Nucleosid verwendet werden. Zwei 

Faktoren weisen Uridin als ideale Nucleobase für eine Überprüfung der Erweiterung der 

neuen Syntheseroute aus. Bei dem Nucleosid Uridin handelt es sich im Gegensatz zu 

Guanosin um eine Pyrimidinbase, welche am Häufigsten als Nucleobase in Säugetier-

Zuckernucleotiden vorkommt (Abschnitt 1). Des Weiteren weist Uridin zwischen dem C5- 

und dem C6-Kohlenstoffatom eine Doppelbindung auf. Diese ist empfindlich gegenüber 

Hydrogenolyse. 

Abb. 28:  Retrosyntheseschema zur Darstellung der f luoreszenzmarkierten-NDP-

Fucose-Derivate 41-43.  

41 
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Die zweite Verbrückung sollte somit durch Umsetzung der Azid-modifizierten GDP/UDP-Fuc-

Derivate 5 bzw.  44 mit dem Fluorscein-Derivat 5-Carboxyfluorescein-Alkin (5-FAM)-Alkin 45 

erfolgen. Die Azid-modifizierten NDP-Fucose-Derivate 5 und 44 sollten ausgehend von dem 

Azid-modifizierten Glycosylphosphat 31 und dem entsprechenden cycloSal-Triester 40 bzw. 

46 dargestellt werden. Für die Darstellung des Azid-modifizierten Glycosylphosphates 31 

sollte die von N. Lunau entwickelte Syntheseroute ausgehend von L-Galacto-1,4-lacton 32 

als Grundlage dienen (Abb. 27).[1] Die Darstellung der cycloSal-Triester 40 und 46 sollte nach 

einer etablierten Methode aus dem entsprechenden Nucleosid 47 bzw. 48 erfolgen.[120,122,147] 

4.1.1.1 Synthese der benötigten Kupplungsbausteine: Die cycloSal-Triester 40 und 46 

und das Azid-modifizierte Galactosephosphat-Derivat 31 

Für die Umsetzung eines cycloSal-Triesters mit einem Pyranosylphosphat zu einem 

NDP-Zucker ist es von Vorteil, wenn die Hydroxylgruppen des cycloSal-Nucleotids in 

Position 2’ und 3’ blockiert sind und nur die 5’-Hydroxylgruppe frei zugänglich ist. Dies 

gewährleistet eine selektive Synthese, da alle weiteren reaktiven Positionen geschützt sind. 

Für die Darstellung der selektiv blockierten Nucleoside 47 und 48 mussten zwei ver-

schiedene Synthesewege gewählt werden. Die Darstellung des 2,3-Diacetyluridins 48 

erfolgte nach einer etablierten Methode zur Darstellung 2‘,3‘-acetylierter Nucleoside durch 

Verwendung einer orthogonale Schutzgruppenstrategie (Abb. 29).[120,122,148-150] Unter 

Inertgasatmosphäre wurde zunächst selektiv die 5’-Hydroxylgruppe von Uridin 49 mit 

tert-Butyldimethylsilylchlorid blockiert. Anschließend wurde das 5‘-O-geschützte Nucleosid 

mit Essigsäureanhydrid zu 5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-2’,3’-di-O-acetyluridin 50 umgesetzt. 

Nach säulenchromatographischer Reinigung wurde das Produkt 50 in einer Ausbeute von 

93% erhalten. 

 

Abb. 29: Synthese von 2,3-Diacetyluridin 48.  

48 
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50 
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Zur Entfernung der TBDMS-Schutzgruppe wurde das Nucleosid 50 in Dichlormethan gelöst 

und durch Zugabe von Et3N*3HF als Fluorid-Donor gespalten. Nach säulenchromato-

graphischer Reinigung wurde das Produkt 2’,3’-Diacetyluridin 48 in einer Ausbeute von 99% 

erhalten. 

Die Darstellung von N2-Acetyl-2’,3’-di-O-acetylguanosin 47 erfolgte nicht über den eben 

beschriebenen Syntheseweg. Bei der Silylierung von Guanosin 51 wurde von T. Zismann[151] 

beobachtet, dass neben dem einfach silylierten Produkt in 5’-Position auch das zweifach 

silylierte Produkt in 3’- und 5’-Position erhalten wird. Die Trennung ist auf Grund ähnlicher Rf-

Werte sehr schwierig. Diese Methode ist daher für die Darstellung des Nucleosids 47 nicht 

geeignet. Aus diesem Grund wurde Guanosin 51 zunächst mit Essigsäureanhydrid unter 

basischen Bedingungen nach Panero er al. peracetyliert (Abb. 30).[152] Nach mehrfacher 

säulenchromatographischer Reinigung wurde das Produkt 52 in einer Ausbeute von 50% 

erhalten. Als Hauptgrund für die moderate Ausbeute ist zu nennen, dass sich das Produkt 

nach der wässrigen Aufarbeitung auch in der wässrigen Phase befand. Eine Extraktion aus 

der wässrigen Phase war nicht erfolgreich. Bei künftigen Reaktionen sollte auf diesen 

Aufarbeitungsschritt verzichtet werden. Des Weiteren zeigte sich die Abtrennung von nicht 

vollständig umgesetztem Edukt und nicht peracetylierten Nebenprodukten als sehr schwierig. 

Weitere Produktfraktionen lagen noch als Mischfraktionen vor. 

 

 

Abb. 30: Synthese von N2-Acetyl-2’,3’-di-O-acetylguanosin 47.  
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Im zweiten Reaktionsschritt erfolgte die Darstellung des 5‘-OH-freien Nucleosids 47 über 

eine enzymatisch-katalysierte, regioselektive Deacetylierung in der 5´-Position nach einer 

von Singh et al. entwickelten Methode mit dem Enzym Subtilisin.[153] Auch hier waren 

mehrere langwierige säulenchromatographische Schritte für eine vollständige Reinigung 

nötig. Die Trennung wurde durch sehr ähnliche Retentionsfaktoren von Edukt, Produkt und 

unselektiv deacetylierten Nebenprodukten erschwert. Das Produkt wurde mit einer Ausbeute 

von 26% erhalten. Des Weiteren konnten 38% des Eduktes 52 reisoliert werden. 

Die Darstellung der cycloSal-Triester 40 und 46 erfolgte durch Umsetzung der selektiv 

blockierten Nucleoside 47 und 48 mit 5-Nitro-cycloSaligenylchlorphosphit 53 (Abb. 31). Das 

Chlorphosphit 53 wurde ausgehend von 5-Nitrosalicylaldehyd 54 über zwei Stufen 

dargestellt. Zunächst wurde 5-Nitrosalicylalkohol 55 durch Reduktion von 5-Nitrosalicyl-

aldehyd 54 erhalten. Das Produkt 55 wurde durch Kristallisation aus Wasser in einer 

Ausbeute von 77% dargestellt. Anschließend erfolgte mit Phosphor(III)-chlorid die 

Umsetzung von 5-Nitrosalicylalkohol 55 zu 5-Nitro-cycloSaligenylchlorphosphit 53 in Diethyl-

ether. Dieses konnte nach Aufarbeitung als farbloses Öl in einer Rohausbeute von 57% 

dargestellt werden. Zur Abtrennung des während der Reaktion entstandenen Pyridium-

chlorids erfolgte eine Schlenk-Filtration. Da das Pyridiumchlorid teilweise in Diethylether 

löslich ist, wurde auf ein Waschen des Rückstandes mit Diethylether verzichtet. 

Wahrscheinlich kam es bei diesem Schritt zu Produktverlusten. Das 31P-NMR- sowie das 

1H-NMR-Spektrum des Chlorphosphits 53 zeigte eine hohe Reinheit, so dass aufgrund der 

hohen Empfindlichkeit gegenüber Luftfeuchtigkeit auf eine Reinigung verzichtet wurde. Das 

Chlorphosphit 53 wurde als Rohprodukt in der weiteren Synthese eingesetzt. 

 

 

Abb. 31: Synthese der cycloSal-Triester 45 und 46.  
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Die Synthese der cycloSal-Triester 40 und 46 erfolgte in zwei Stufen in einer Eintopf-

Reaktion. Zu Beginn erfolgte die Umsetzung des entsprechenden Nucleosids 47 bzw. 48 mit 

dem cycloSal-Chlorphosphit 53. Anschließend erfolgte durch Oxone® die Oxidation des ent-

sprechenden Phosphittriesters zu der entsprechenden Phosphor(V)-Verbindung. Der Uridin-

Triester 46 wurde als farblose Watte mit einer Rohausbeute von 89% als Gemisch zweier 

Diastereomere erhalten. Da das 31P-NMR-Spektrum bereits eine hohe Reinheit aufwies, 

wurde aufgrund der hohen Reaktivität des Produktes auf eine säulenchromatographische 

Reinigung verzichtet. Die Darstellung von GDP-Zuckern erfolgte ungeklärter Weise mit 

deutlich geringeren Ausbeuten als die der anderen Nucleobasen Uridin, Adenosin, Thymidin 

und Cytosin.[120,122] Aus diesem Grund wurde eine säulenchromatographische Reinigung des 

Guanosin-Triesters 40 mit CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v durchgeführt, um eine mögliche Beein-

trächtigung der Kupplungsreaktion durch nicht abgetrennte Oxone-Salze auszuschließen. 

Das Produkt 40 wurde mit einer Ausbeute von 60% nach säulenchromatographischer 

Reinigung erhalten. Die 31P-NMR-Spektren der cycloSal-Triester 40 und 46 zeigten die für 

5-Nitro-cycloSal-Triester typischen Verschiebungen von -10.3 und -10.7 ppm in CDCl3.[130] 

 

Die Darstellung von 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-β-L-galactopyranosylphosphat 31 erfolgte 

analog zu der von N. Lunau entwickelten Syntheseroute.[1] Zunächst sollte die Darstellung 

von 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-L-galactopyranose 34 ausgehend von L-Galactono-1,4-lac-

ton 32 über zwei Stufen erfolgen (Abb. 32). Zuerst wurde L-Galactono-1,4-lacton 32 in einem 

Methanol/Wasser-Gemisch gelöst. Die Reduktion des Eduktes zu L-Galactopyranose 33 

erfolgte mit Natriumborhydrid in Gegenwart von Amberlite®. Wichtig bei dieser Reaktion ist, 

dass der pH-Wert zwischen 3-5 gehalten wird.[154] Die erhaltene L-Galactopyranose 33 wurde 

ohne weitere Reinigung mit 2,2-Dimethoxypropan (DMP) und einer katalytischen Menge 

para-Toluolsulfonsäure (pTSOH) zu 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-L-galactopyranose 34 umge-

setzt. Die Reinigung des Rohproduktes erfolgte säulenchromatographisch. Das 1H-NMR-

Spektrum zeigte jedoch, dass auch nach mehrfacher säulenchromatographischer Reinigung 

kein sauberes Produkt erhalten werden konnte. Es wurden sehr viele Nebenprodukte 

erhalten, die nicht identifiziert werden konnten. Da es sich bei dem Produkt 34 um ein 

farbloses Öl handelt, war auch eine Reinigung durch Ausfällen oder Umkristallisation nicht 

möglich. Deshalb wurde direkt die Tosylierung (Abb. 32) angeschlossen, da so aufgrund 

einer möglichen Veränderung der Rf-Werte eine bessere Reinigung erhofft wurde. Hierzu 

wurde das Rohprodukt 34 in Pyridin gelöst und mit para-Toluolsulfonylchlorid (pTsCl) und 

N,N-Dimethylaminopyridin (DMAP) versetzt. Das Produkt wurde säulenchromatographisch 

gereinigt. Zur vollständigen Reinigung waren zwei säulenchromatographische Schritte nötig. 

Der Tosylzucker 35 wurde in einer geringen Ausbeute von 12% über drei Stufen erhalten 

und lag, wie erwartet, als reines α-Anomer vor. 
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Abb. 32: Synthese des Tosylzuckers 35 über drei Stufen. 

 

Da es hauptsächlich bei der Isopropyliden-Schützung nach der vorangegangenen Reduktion 

zu der Bildung einer hohen Anzahl von Nebenprodukten kam, wurde nach der Reduktion 

unter Standardbedingungen eine vollständige Acetylierung der Hydroxylgruppen durchge-

führt (Abb. 33). Es wurde angenommen, dass die Reinigung des peracetylierten 

Produktes 56 aufgrund eines anderen Rf-Wertes als der der Verbindung 34 besser möglich 

wäre. Erfreulicherweise konnte die peracetylierte L-Galactose 56 in einer Ausbeute von 56% 

über zwei Stufen erhalten werden. Ein Grund für die moderate Ausbeute ist, dass auch nach 

einer Reaktionszeit von 48 h kein vollständiger Umsatz des Eduktes 32 festgestellt werden 

konnte. Da keine Veränderung mehr mittels Dünnschichtchromatographie detektiert wurde, 

wurde mit der Acetylierung fortgefahren. 

Danach erfolgte die Entfernung der Acetylschutzgruppen unter basischen Bedingungen in 

einem Gemisch aus CH3OH/H2O/Et3N und die Schützung mit Isopropyliden-Schutzgruppen, 

da hier die 6-OH-Gruppe freizugänglich für die Einführung des Azids blieb. Die Reaktion 

erfolgte analog der zuvor durchgeführten Synthese. Die Darstellung der 1,2:3,4-Isopropy-

liden geschützten L-Galactose 34 gelang durch den Umweg über die peracetylierte Verbin-

dung 56 in einer Ausbeute von 59% über zwei Stufen. 

Anschließend wurde die 6-OH-Gruppe tosyliert, um eine bessere Austrittgruppe für die 

folgende Einführung der Azid-Gruppe zu erhalten, ebenfalls analog zu der zuvor durchge-

führten Reaktion. Die Synthese von 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-para-toluolsulfonyl-L-

galactopyranose 35 gelang in einer sehr guten Ausbeute von 79%. 

Nach der erfolgreichen Darstellung des L-Tosylzuckers 35 erfolgte die Darstellung von 

6-Azido-1,2:3,4-di-O-isopropyliden-L-galactopyranose 36. Hierzu wurde das Derivat 35 in 

Dimethylformamid gelöst und mit Natriumazid in einer SN-Reaktion unter Mikrowellen-

bedingungen umgesetzt. Nach wässriger Aufarbeitung erfolgte eine säulenchromatogra-

32 33 

34 35 
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phische Reinigung. Der Azid-isopropylidenzucker 36 wurde in einer Ausbeute von 93% 

erhalten. Die Erhöhung der Ausbeute von 64% (N. Lunau)[1] auf über 90% gelang durch die 

Verlängerung der Reaktionszeit auf drei Stunden. Die erfolgreiche Einführung der 

Azidgruppe wurde IR-spektroskopisch anhand der für organische Azide typischen 

Valenzschwingung von 2100 cm-1 belegt. 

Im nächsten Reaktionsschritt erfolgte ein Austausch der Isopropyliden-Schutzgruppen gegen 

Acetylschutzgruppen, um eine basische Abspaltung der Schutzgruppen des NDP-Zuckers zu 

ermöglichen. Die Entfernung der Isopropyliden-Schutzgruppen erfolgte durch saure Katalyse 

in einem Gemisch aus Acetonitril/Wasser. Nach wässriger Aufarbeitung des Rohproduktes 

erfolgte die Acetylierung unter Standardbedingungen. Das Produkt 37 wurde nach säulen-

chromatographischer Reinigung in einer Ausbeute von 99% erhalten. 

Im Folgenden wurde das gewünschte β-L-Phosphat 31 nach der Koenigs-Knorr-Methode 

dargestellt. Bei der Koenigs-Knorr-Methode dienen Glycosylhalogenide in Gegenwart von 

Silbercarbonat zur Glycosylübertragung auf Nucleophile.[155] Hierzu erfolgte zunächst die 

Darstellung des α-L-Bromids 38 aus dem peracetylierten L-6-Azid-Zucker 37 nach dem 

Syntheseprotokoll von Srivastava et al.[156] Als Bromierungsreagenz wurde Titantetrabromid 

verwendet. Das Produkt 38 wurde nach säulenchromatographischer Reinigung in einer 

Ausbeute von 57% erhalten. 

In einem letzten Syntheseschritt erfolgte die Phosphorylierung des anomeren Kohlenstoffs 

mit Tetrabutylammoniumphosphat. Die hohe Reaktionstemperatur von 80 °C ermöglicht eine 

Kontrolle der Stereochemie am anomeren Zentrum. Dadurch wird selektiv das kinetisch 

begünstigte β-Phosphat 31 gebildet. Dieses konnte nach säulenchromatographischer 

Reinigung in einer Ausbeute von 61% erhalten werden. Das bei dieser Reaktion eingesetzte 

Phosphorylierungsreagenz ist hygroskopisch. Aus diesem Grund war die Durchführung der 

Reaktion unter wasserfreien Bedingungen erschwert. Als Nebenreaktion trat sehr 

wahrscheinlich die hydrolytische Spaltung des Bromids 38 auf. Es wurden jedoch keine 

Nebenprodukte isoliert, da bei der säulenchromatographischen Reinigung an Kieselgel ein 

sehr polares Lösungsmittelgemisch von CH3CN/H2O 5:1 verwendet wurde. Das Rohprodukt 

wurde als Suspension aufgetragen. Es ist daher denkbar, dass mögliche Nebenprodukte 

nicht eluiert wurden. Die zuvor publizierte Ausbeute lag bei 42% (Abschnitt 4.1.1, Abb. 27). 

Bei der Darstellung des Azid-modifizierten Zuckerphosphates 31 erwiesen sich die ersten 

beiden Reaktionsschritte als nicht reproduzierbar. Die Verwendung eines weiteren Synthese-

schrittes war daher notwendig. Durch Optimierung der Syntheseroute gelang jedoch speziell 

durch den zusätzlichen Syntheseschritt zu Beginn, durch die Verlängerung der Reaktionszeit 

bei der Einführung der Azidgruppe und durch die gute Ausbeute bei dem Phosphorylierungs-

schritt des anomeren Kohlenstoffs die Darstellung des gewünschten β-L-Phosphates 31 mit 
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einer Gesamtausbeute von 8.4%. Diese ist analog der von N. Lunau erreichten Gesamt-

ausbeute (Abschnitt 4.1.1). 

 

Abb. 33: Synthese des zweiten Bausteins 31 zur Darstellung fluoreszenzmarkierter 

NDP-Zucker. 

4.1.1.2 Synthese der fluoreszenzmarkierten NDP-Fucose-Derivate 41-43 

Nach der erfolgreichen Darstellung der benötigten Bausteine 31, 40 und 46 zur Darstellung 

der Azid-modifizierten NDP-Fucose-Derivate 5 und 44 erfolgten abschließend die Synthesen 

der fluoreszenzmarkierten NDP-Fucose-Derivate 41-43 (Abb. 34). Die Darstellung der Azid-

modifizierten NDP-Fucose-Derivate 5 und 44 erfolgte über zwei Stufen in einer 

Eintopfreaktion nach einem etablierten Syntheseprotokoll.[120,122] In dem ersten Synthese-

schritt erfolgte die Kupplung zu dem entsprechenden vollständig peracetylierten Azid-

modifizierten NDP-Fucose-Derivat. Nach Aufarbeitung des Rohproduktes erfolgte die 

basische Abspaltung der Acetylschutzgruppen in einem Gemisch aus CH3OH/H2O/Et3N. Das 

32 33 
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Azid-modifizierte UDP-Fucose-Derivat 44 konnte nach säulenchromatographischer Reini-

gung in einer sehr guten Ausbeute von 73% als Triethylammoniumsalz erhalten werden. 

 

Abb. 34: Synthese der f luoreszenzmarkierten NDP-Zucker 41-43.  

31 

39 

41 
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Das Azid-modifizierte GDP-Fucose-Derivat 5 konnte trotz der Reinigung des Triesters 40 

lediglich in einer moderaten Ausbeute von 32% als Natriumsalz dargestellt werden. Diese 

Ausbeute entsprach den Ausbeuten der zuvor dargestellten GDP-Zucker.[1,120,122] Im 

Vergleich zu dem UDP-Fucose-Derivat 44 kam es vermutlich während der säulenchromato-

graphischen Reinigung zu einem Austausch der durch die Reaktionsbedingungen gebildeten 

Triethylammoniumionen gegen Natriumionen. 

Die Syntheseroute A zeigt die Darstellung des FITC-markierten GDP-Fucose-Derivates 41 

mit einer Thioharnstoff-Verbrückung. Für die Darstellung des Amins 39 löste N. Lunau[1] das 

Azid-modifizierte GDP-Fucose-Derivat 5 unter neutralen Bedingungen in Methanol und die 

Darstellung des GDP-Fuc-Amins 39 erfolgte in Gegenwart von katalytischen Mengen Pd/C 

durch Hydrogenolyse. Bei der Verwendung dieses Protokolls in dieser Arbeit wurden jedoch 

Löslichkeitsprobleme beobachtet. Es löste sich weder das Azid-modifizierte GDP-Fucose-

Derivates 5 vollständig in Methanol noch wurde während der Reaktion eine Lösung erhalten. 

Für die Hydrierung des GDP-Fucose-Azids 5 zu dem Amin-Derivat 39 wurde daher ein 

neues Protokoll entwickelt. Ansonsten hätte es während der Abtrennung des Katalysators 

durch Zentrifugation zu erheblichen Edukt- bzw. Produktverlusten kommen können. 

Die Darstellung des Amin-modifizierten GDP-Fucose-Derivates 39 erfolgte unter basischen 

Bedingungen in Wasser und in Gegenwart von katalytischen Mengen Palladiumhydroxid 

durch Hydrogenolyse. Das Amin 39 wurde in einer Ausbeute von 90% erhalten. Die 

abschließende Reaktion zur Darstellung des FITC-Thioharnstoff-verbrückten GDP-Fucose-

Derivates 41 wurde in einer gepufferten Lösung mit einem pH von 9.3 durchgeführt. Dies 

stellte sicher, dass das Amin in der reaktiveren, nicht-protonierten Form vorlag. Unter 

Lichtausschluss wurde zu einer Lösung des Amin-modifizierten GDP-Fucose-Derivates 39 in 

Puffer der Farbstoff FITC 29 in Dimethylsulfoxid gegeben. Eine vollständige Umsetzung des 

Eduktes 39 war nach zwei Stunden Reaktionszeit erreicht. Die Trennung der FITC-

Thioharnstoff-verbrückten GDP-Fucose 41 von nicht umgesetztem Farbstoff 29 wurde mittels 

Größenausschlusschromatographie erreicht. Die Darstellung des FITC-markierten 

Zielmoleküls 41 gelang in einer Ausbeute von 71%. 

Die erfolgreiche Einführung des Farbstoffes wurde mittels Dünnschichtchromatographie 

visualisiert und über HRMS bestätigt (Abb. 35). Die gefundene Masse 992.1196 konnte als 

[M-H]- dem Zielmolekül 41 zugeordnet werden. 
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Abb. 35: HR-ESI --MS-Spektrum der FITC-Thioharnstoff-verbrückten GDP-Fucose 41.  

 

Das 31P-NMR-Spektrum der FITC-Thioharnstoff-verbrückten GDP-Fucose 41 ist in 

Abbildung 36 gezeigt. Das 31P-NMR-Spektrum zeigt die für NDP-Zucker typischen Verschie-

bungen von -10.9 bis -11.7 ppm und -12.8 bis -13.6 ppm in D2O.[16,120] 

 

 

Abb. 36:  31P-NMR-Spektrum des FITC-Thioharnstoff-verbrückten GDP-Fucose-

Derivates 41.  
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Wie bereits vermutet wurde, war die Darstellung eines FITC-Thioharnstoff-verbrückten UDP-

Derivates über die Route A nicht möglich. Während des Reaktionsschrittes, bei dem das 

Azid zum Amin hydriert wurde, wurde ebenfalls die Nucleobase unter den gewählten 

Reaktionsbedingungen hydriert. Die in Abbildung 37 dargestellten 1H-NMR-Spektren zeigen 

eindeutig den Verlust der Doppelbindung der Nucleobase. Die Hydrierung vor der Kupplung 

zu dem NDP-Zucker durchzuführen war ebenfalls nicht vielversprechend, da eine 

Wanderung der Acetylgruppe der C4-Position auf die Aminofunktion an der C6-Position 

wahrscheinlich ist.[157] Die Relevanz einer Erweiterung der Syntheseroute zur Darstellung von 

fluoreszenzmarkierten-NDP-Zuckern wurde anhand der gezeigten Reaktion mit Uridin als 

Nucleobase deutlich. 

 

Abb. 37: Hydrierung der Uracil-Doppelbindung während der Hydrierung vom Azid zum 

Amin. 

 

Route B (Abb. 34) zeigt die Einführung des 5-FAM-Alkin-Farbstoffes 45 in die NDP-6-Azido-

6-desoxy-β-L-galactose-Derivate 5 und 44 durch Kupfer-katalysierte Alkin-Azid-Cycloaddition 

(copper alkyne–azide cycloaddition CuAAC). Der erste Reinigungsschritt erfolgte ebenfalls 

mittels Größenausschlusschromatographie. Um die aus den Reaktionsbedingungen erhalte-

nen Kupferionen vollständig zu entfernen, wurden diese mittels Kationentauschersäule 

gegen Natriumionen ersetzt und die sauberen Produkte 42 (75%) und 43 (58%) erhalten. Da 

beide Reaktionen jeweils lediglich zweimal durchgeführt wurden, ist der Unterschied in der 
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Ausbeute nicht über zu bewerten. Die erfolgreiche Einführung des Farbstoffes wurde 

ebenfalls mittels Dünnschichtchromatographie visualisiert und über HRMS bestätigt. Die 

gefundene Masse 1042.1434 konnte als [M-H]- der FAM-Triazol-verbrückten-GDP-Fucose 42 

zugeordnet werden (Abb. 38 oben) und die gefundene Masse 1003.1460 konnte als [M-H]- 

dem FAM-Triazol-verbrückten-UDP-Fuc-Derivat 43 zugeordnet werden (Abb. 39 oben). 

 

Abb. 38: HR-ESI --MS-Spektrum (oben) und 31P-NMR-Spektrum (unten) der FAM-

Triazol-verbrückten GDP-Fucose 42.  
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Die 31P-NMR-Spektren zeigten ebenfalls Signale mit denen für NDP-Zucker typischen 

Verschiebungen von -10.5 bis -11.9 ppm und -12.8 bis -13.8 ppm in D2O[16,120] (Abb. 38 unten 

bzw. Abb. 39 unten). 

 

 

 

 

 

 

 

 

Abb. 39: HR-ESI --Spektrum (oben) und 31P-NMR-Spektrum (unten) der FAM-Triazol-

verbrückten UDP-Fucose 43.  
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4.1.1.3 Fazit der Syntheserouten 

Der Vorteil der Syntheseroute A ist, dass es leicht möglich ist, verschiedene Linkerstrukturen 

und Linkerlängen als Verbrückung zwischen dem Farbstoff und dem NDP-Zucker 

einzubringen. Durch Verwendung einer Isothiocyanateinheit war die Darstellung einer 

Thioharnstoff-Verbrückung möglich. N. Lunau benutzte beispielsweise einen NHS-Ester.[1] Es 

werden ebenfalls Sulfonylchloride, Succinimidylester oder Carbonsäuren als funktionelle 

Gruppen zur Kupplung eines Farbstoffes mit einem Amin eingesetzt.[158] Die Syntheseroute B 

zeichnet sich im Vergleich zu der Route A durch mehrere Vorteile aus. Zum einen war die 

Reinigung der Zielprodukte 42 und 43 schneller und einfacher. Zum anderen kann die Click-

Chemie im Allgemeinen in verschiedenen Lösungsmitteln durchgeführt werden[159] und es 

wird keine gepufferte Lösung benötigt. Darüber hinaus können funktionelle Gruppen, welche 

gegenüber Hydrogenolyse labil sind, eingesetzt werden. Durch Variation der Kettenlänge 

des Alkins können auch hier unterschiedliche Linkerlängen generiert werde. Die Verwendung 

unterschiedlicher Linkerstrukturen und -längen ist notwendig, um beispielsweise 

inhibitorische Effekte ausschließen zu können. Die Verwendung beider Syntheserouten 

ermöglicht einen breiten Zugang zur Darstellung von fluoreszenzmarkierten NDP-Zuckern. 

Mit der modifizierten Syntheseroute A und der neuen Route B war die erfolgreiche 

Darstellung der zwei fluoreszenzmarkierten GDP-Fucose-Derivate 41 und 42 mit einer 

unterschiedlichen Verbrückung in sehr guten Ausbeuten möglich. Zusätzlich ermöglichte die 

Syntheseroute B die Darstellung des fluoreszenzmarkierten FAM-Triazol-verbrückten UDP-

Fucose-Derivates 43 ebenfalls in guter Ausbeute. Die markierten Verbindungen 41-43 

standen nun für Fucosyltransferase-Studien zur Verfügung. 

4.1.2 Fucosyltransferase-Studien 

Das Ziel der Fucosyltransferase-Studien war es herauszufinden, ob die Linkerstruktur und 

die Linkerlänge einen Einfluss auf die Substratakzeptanz von humanen Fucosyltransferasen 

sowie einer bakteriellen Fucosyltransferase haben. Des Weiteren sollte analysiert werden, 

welches Substrat im Allgemeinen am besten für Fucosyltransferase-Studien geeignet ist und 

welche Fucosyltransferase die getesteten Substrate am besten akzeptiert. Die Fucosyltrans-

ferase-Studien wurden von K. Seelhorst[160] aus der Arbeitsgruppe von Prof. U. Hahn an der 

Universität Hamburg durchgeführt. Im Folgenden werden daher nur die Ergebnisse diskutiert 

und es wird nicht näher auf die Reaktionsbedingungen eingegangen. Neben den drei in 

dieser Arbeit dargestellten fluoreszenzmarkierten Verbindungen 41-43 wurde ebenfalls das 

von N. Lunau dargestellte ATTO 550-Derivat 7 untersucht. Die Abbildung 40 zeigt schema-

tisch die durchgeführte Enzymreaktion. Ein fluoreszenzmarkiertes Substrat sollte durch eine 

α1,3-FucT umgesetzt werden und so der markierte Fucoserest auf ein Glycoprotein 

übertragen werden. Es wurden die humanen Fucosyltransferasen FucT V, FucT VII, FucT IX 
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und eine bakterielle Fucosyltransferase des Bakteriums Heliobacter Pylori HP-FucT 

verwendet. Die humanen Fucosyltransferasen gehören alle zu den α-1,3-FucTs. Wie in 

Abschnitt 2.1.1.2 herausgearbeitet, unterscheiden sich die verwendeten Fucosyltransferasen 

in ihrer Sequenz und ihrer Substrateigenschaft. Es war daher davon auszugehen, dass die 

getesteten Substrate unterschiedlich gut akzeptiert werden würden. Als Proteine wurden die 

Glycoproteine Fetuin, Asialofetuin und gp130 eingesetzt. Die Glycanstruktur der verwen-

deten Glycoproteine ist bekannt. Die Glycanstruktur des Glycoproteins Fetuin beinhaltet drei 

N-Glycane und drei O-Glycane. Bei Fetuin handelt es sich um ein sialyliertes Glyco-

protein.[161-163] Das Glycoprotein Asialofetuin enthält als Besonderheit weniger als 0.5% 

Sialinsäuren.[164] Es wurde gerade deswegen mit Blick auf FucT IX verwendet. Wie in 

Abschnitt 2.1.1.2 beschrieben ist, wird angenommen, dass dieses Enzym nur fucosyliert, 

wenn keine Sialinsäuren in dem Akzeptor vorhanden sind. Das Glycoprotein gp130 ist ein 

humanes Protein, welches in einer Vielzahl von Zellen vorkommt. Es enthält elf potentielle 

N-Glycosylierungsstellen, von denen neun glycosyliert sind.[165] Gerade diese hohe Zahl an 

Glycosylierungsstellen sowie das Vorkommen in einer Vielzahl von Zellen wiesen gp130 als 

ein interessantes Glycoprotein aus. 

 

Abb. 40: Schematische Darstellung der Glycoproteinmarkierung mit f luoreszenz -

markierten Substraten durch α1,3-Fucosyltransferasen. [ 160 ]  

 

Die Markierungsreaktion wurde mittels in-gel Fluoreszenzdetektion und Fluoreszenz-

Polarisation (FP) analysiert. 

Zur Bestimmung der in-gel Fluoreszenz wurde das jeweilige Glycoprotein durch Verwendung 

der verschiedenen Fucosyltransferasen fluoreszenzmarkiert. Nach Trennung des jeweiligen 

Reaktionsansatzes mittels SDS-Page wurde die in-gel Fluoreszenz gemessen (Abb. 41). Die 
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Fucosyltransferase FucT VII war in der Lage, alle drei Glycoproteine mit dem FITC-Fucose-

Derivat bzw. dem ATTO 550-Fucose-Derivat zu markieren. Im Gegensatz hierzu markierte 

die FucT IX nur die Glycoproteine Asialofetuin und gp130 erfolgreich. Wie erwartet, schien 

FucT IX nicht in der Lage zu sein, das Glycoprotein Fetuin, vermutlich aufgrund seiner 

Glycanstruktur, zu markieren. Die Fucosyltransferase FucT V zeigte ein komplett anderes 

Verhalten als die anderen beiden. FucT V akzeptierte das FITC-GDP-Fuc-Derivat 41 

scheinbar moderat, wohingegen das ATTO-markierte Fucose-Derivat weder auf Fetuin noch 

auf Asialofetuin übertragen wurde. Nur bei dem Glycoprotein gp130 konnte ein schwaches 

Signal detektiert werden. Bei Verwendung der Fucosyltransferase HP-FucT wurden sowohl 

das Glycoprotein Fetuin als auch gp130 mit dem Farbstoff ATTO 550 bzw. FITC markiert. 

Dies wurde bereits nach einer vergleichsweise kurzen Reaktionszeit von 2 Stunden erreicht. 

 

Abb. 41: In-gel Fluoreszenz von drei Glycoproteinen, markiert mit einem ATTO  550-

Fucose-Derivat (oben) bzw. einem FITC-Fucose-Derivat (unten). [ 160 ]  

 

Bei Verwendung des FAM-markierten GDP-Fucose-Derivates 42 wurden in allen Fällen 

keine fluoreszenzmarkierten Glycoproteine erhalten. Dies könnte an der Triazoleinheit 

liegen. Maeda et al.[43] beschreiben die inhibitorische Eigenschaft des fluoreszenzmarkierten 

Triazol-verbrückten Derivates 10 (Abschnitt 2.1.1.3). Hier wurde allerdings nur die 

Fucosyltransferase FucT VI getestet. In Abschnitt 2.1.1.2 ist herausgearbeitet, dass die 

humanen α1,3-/α1,4-Fucosyltransferasen aufgrund ihrer Sequenz in zwei Gruppen eingeteilt 

41 

7 
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werden können. FucT V und FucT VI gehören zur selben Gruppe, wohingegen FucT VII und 

FucT IX anderen Gruppen zugeordnet werden. Des Weiteren sind generelle Unterschiede 

bei der Substratakzeptanz bekannt. Die Substratakzeptanz der FAM-Triazol-verbrückten-

Verbindung 42 war daher nicht von vornherein ausgeschlossen. 

Im Vergleich zu der Thioharnstoffverbrückung stellt die Triazoleinheit eine längere 

Verbrückung dar. Dies könnte neben der Triazoleinheit ebenfalls zu Problemen bei der 

Substratakzeptanz geführt haben. Durch eine längere Verbrückung können für die 

Substraterkennung notwendige Bindungen in dem aktiven Zentrum eventuell nicht 

ausgebildet werden. Das FAM-Triazol-verbrückte UDP-Fucose-Derivat 43 wurde ebenfalls 

getestet. Da Glycosyltransferasen die Nucleobase, neben dem Glycosylrest, als zusätzliches 

Erkennungsmerkmal nutzen,[12] wurde in diesem Fall vermutlich auf Grund der Nucleobase 

Uridin keine Fluoreszenz detektiert. Das Ziel war, durch die Variation der Nucleobase 

ebenfalls den Einfluss dieser auf die Substrateigenschaften zu überprüfen. Dieser Ansatz 

war jedoch nicht erfolgreich, da auch die analoge FAM-Triazol-verbrückte DGP-Fucose 42 

vermutlich kein Substrat der verwendeten Enzyme ist. Dass die Triazol-Verbrückung bei 

allen verwendeten Enzymen problematisch ist, konnte im Vorwege nicht abgesehen werden. 

Es kann somit nicht eindeutig geschlussfolgert werden, ob das UDP-Derivat 43 aufgrund der 

variierten Nucleobase und/oder der Triazoleinheit vermutlich kein Substrat der verwendeten 

Enzyme ist. 

Die durchgeführten Enzymreaktionen wurden in einem zweiten Assay mittels Fluoreszenz-

Polarisation analysiert. Es wurde lediglich Das ATTO-Derivat 7 eingesetzt. Diese Methode 

basiert auf dem Größenunterschied der analysierten Verbindungen. Ein markiertes Molekül, 

wie ein markiertes GDP-Fucose-Derivat, ist sehr viel kleiner als markierte Proteine und rotiert 

daher sehr viel schneller. Das emittierte Licht ist daher depolarisiert relativ zu dem 

anregenden linear polarisierten Licht. Ein großes Molekül wie ein fluoreszenzmarkiertes 

Protein rotiert deutlich langsamer. Das emittierte Licht bleibt somit polarisiert. Ist ein 

fluoreszierendes Protein in der zu untersuchenden Probe, resultiert dies in einer größeren 

Fluoreszenz-Polarisation.[166] Damit ein Assay als high-throughput-screening (HTS) 

verwendet werden kann, sollte der Assay als exzellent klassifiziert werden. Bei einem HTS-

Verfahren werden in kurzer Zeit viele potente Moleküle gegenüber einer Positiv- und einer 

Negativkontrolle analysiert. Ein wichtiger Faktor für die Brauchbarkeit eines HTS ist der 

Z-Faktor. Für einen exzellenten Assay sollte dieser zwischen Z = 0.5 und 1 liegen.[167] 

Der FP Assay zeigte im Gegensatz zu der in-gel Fluoreszenz, dass FucT IX in der Lage ist, 

Fetuin mit dem ATTO-Fucose-Derivat zu markieren (Abb. 42). Allerdings wurde lediglich ein 

Z-Faktor von Z = 0.14 erreicht. Eine leichte Erhöhung des Z-Faktors auf Z = 0.21 konnte 

durch Verwendung der Fucosyltransferase FucT VII erreicht werden. Diese geringen 

Faktoren erlauben zwar die potentielle Anwendbarkeit dieses Assays zur Detektion jedoch 
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nicht zur Quantifizierung der Fucosyltransferaseaktivität in einem HTS. Die bakterielle 

Fucosyltransferase HP-FucT zeigte eine deutlich bessere Akzeptanz des markierten 

Substrates 7 gegenüber den getesteten humanen Fucosyltransferasen. Das Ergebnis des 

FP-Assays bestätigt somit das Ergebnis des in-gel Assays, dass HP-FucT das effizientere 

Enzym zur Umsetzung der fluoreszenzmarkierten Substrate ist. Bei Verwendung der 

Fucosyltransferase HP-FucT in dem FP-Assay wurde ein Z-Faktor von Z = 0.64 erreicht. 

Dies zeichnet den FP-Assay als exzellent aus. 

 

Abb. 42: Fluoreszenz-Polarisations Assay von Fucosyltransferase katalysierten 

Reaktionen mit ATTO-GDP-Fuc 7. [160]  

4.1.2.1 Fazit der Fucosyltransferase-Studien 

Anhand der erhaltenen Daten konnte gezeigt werden, dass die bakterielle Fucosyltrans-

ferase HP-FucT im Vergleich zu den humanen Fucosyltransferasen die getesteten 

fluoreszenzmarkierten Substarte 41 bzw. 7 am besten umsetzte. Des Weiteren zeigte sich 

anhand des In-gel-Assays, dass das FITC-GDP-Fuc-Derivat 41 im Vergleich zu dem ATTO-

GDP-Fuc-Derivat 7 das bessere Substrat war. Dies könnte an den unterschiedlichen 

strukturellen Eigenschaften der Farbstoffe liegen. Bei dem ATTO-Farbstoff handelt es sich 

um eine kationische Verbindung, welche auf Rhodaminstrukturen basiert.[141,146] Das 

Fluorescein-Derivat hingegen ist eine neutrale Verbindung. 

Der FP-Assay mit einem Z-Faktor von Z = 0.64 ermöglicht den Zugang zu Konzepten, die die 

Fucosyltransferaseaktivität in einem HTS analysieren können. Dies könnte genutzt werden, 



Resultate und Diskussion 

 

52 
 

um beispielsweise nach FucT-Inhibitoren zu screenen. Analysen von Glycosylierungs-

prozessen in vitro oder in vivo könnten Informationen über Reaktionsprozesse liefern, die 

noch nicht aufgeklärt sind. Gerade für solche Tests könnte das in dieser Arbeit dargestellte 

FITC-Thioharnstoff-verbrückte-GDP-Fuc-Derivat 41 als Grundlage dienen, da der Farbstoff, 

wie in diesem Abschnitt einleitend beschrieben, eine gute Zellpermeabilität aufweist. 

Allerdings wäre eine Weiterentwicklung der Syntheseroute auf lipophil-maskierte fluores-

zenzmarkierte NDP-Derivate nötig. 

4.2 Darstellung von lipophilen Cytidinmonophosphat-N-acetyl-

neuraminsäure-Derivaten 

Um, wie in dem Abschnitt 2.1.1.7 erläutert, potentielle Inhibitoren für Sialyltransferasen in 

Zellassays oder in vivo testen zu können, müssen diese die Zellmembran passieren können. 

Das Molekül CMP-Neu5Ac 15 hat neben einer negativen Ladung am Phosphat eine 

Säurefunktion an C1-Position, welche ebenfalls eine negative Ladung tragen kann, und 

außerdem fünf Hydroxylgruppen. Im Allgemeinen haben sich Esterfunktionen zur Erhöhung 

der Lipophilie bewährt. Diese können durch Esterasen nach erfolgreicher Diffusion in die 

Zelle intrazellulär abgespalten werden.[88] 

Die Verwendung von Acyloxybenzyl (AB)-Estern zur Blockierung negativer Ladungen an 

Phosphaten hat sich bei verschiedenen Prodrugkonzepten bewährt.[89,134-139] Der Abspalt-

mechanismus der 4-Acyloxybenzylester ist beispielhaft für ein monomaskiertes Nucleosid-

diphosphat in Abbildung 43 gezeigt. Die Spaltung der AB-Maske wird durch Hydrolyse des 

phenolischen Acylesters durch Esterasen initiiert. Daraus resultiert eine Umwandlung des 

Akzeptorsubstituenten in einen Donorsubstituenten, was in einer Destabilisierung der 

Benzylphosphatesterbindung resultiert. Dadurch erfolgt über eine 1,6-Eliminierung der 

spontane Zerfall des Intermediates und somit die Freisetzung der phosphathaltigen Ver-

bindung sowie die Bildung von 4-Hydroxybenzylalkohol 57.[89,136] 

 

 

Abb. 43: Enzymatischer Spaltungsmechanismus der 4-Acyloxybenzylerster.  
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Hydroxylgruppen können durch kurzkettige Ester, welche ebenfalls durch Esterasen 

gespalten werden können, blockiert werden.[88] Die in Abschnitt 2.2.2.1 vorgestellten 

Syntheserouten zur Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 nutzen als Kupplungsbaustein das 

vollständig geschützte Halbacetal des Neuraminsäurederivates (OAcNeu5NAcCOOMe) 22. Bei 

diesem werden die Hydroxylgruppen mit Acetylgruppen und die Säuregruppe als Methylester 

blockiert. Für eine Darstellung von bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-

Derivaten sollte das Molekül 22 genutzt und zur Blockierung des Phosphates eine AB-Maske 

verwendet werden. Für die Entwicklung einer geeigneten Syntheseroute und um erste 

Informationen zu erhalten, sollten noch keine N-Acyl-modifizierten Derivate verwendet 

werden. 

Nach einer erfolgreichen Diffusion in die Zelle sollte eine enzymatische Spaltung der 

verwendeten Gruppen erfolgen und somit die intrazelluläre Bildung von CMP-Neu5Ac 15 

ermöglicht werden. Bei CMP-Neu5Ac 15 handelt es sich um einen Glycosyldonor. Bei einem 

am Phosphat vollständig geschützten Derivat könnte die Stabilität der Phosphatbrücke ein 

Problem sein. Des Weiteren beschrieben Kajihara et al.[131] (Abschnitt 2.2.2.1) eine erhöhte 

Eliminierungstendenz des Phosphattriesters 25 im Vergleich zu dem Phosphatdiester 15. 

Aus diesem Grund sollten zwei verschiedene AB-Masken getestet werden. Zum einen die 

Acetoxybenzyl (C2AB)-Maske und zum anderen die (4-Methoxybenzoyloxy)-benzyl (pMPhAB)-

Maske. Diese beiden Masken wurden innerhalb des DiPPro-Konzeptes untersucht und 

zeigen sehr unterschiedliche Hydrolysehalbwertszeiten. Das DiPPro-Konzept wird im 

Abschnitt 4.4 beschrieben. Die DiPPro-Verbindung mit der C2AB-Maske weist bei der 

Abspaltung der Maske und damit Freisetzung von d4TDP eine Hydrolysehalbwertszeit von 

10 Stunden in Phosphatpuffer (pH 7.3) auf.[136] Die DiPPro-Verbindung mit der pMPhAB-Maske 

hingegen weist unter diesen Bedingungen eine Hydrolysehalbwertszeit von 480 Stunden 

auf.[140] Dieser große Unterschied sollte genutzt werden, um Informationen über die Stabilität 

der am Phosphat lipophil maskierten CMP-Neu5Ac-Derivate zu erhalten. 

Die Eignung dieser lipophilen Derivate als potentielle Tools für Zellstudien sollte in Hydro-

lysestudien untersucht werden. 

4.2.1 Darstellung von bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-

Derivaten über Phosphoramiditchemie 

Zur Darstellung vollständig maskierter CMP-Neu5Ac-Derivate diente als Grundlage die 

Synthesemethode von Kajihara et al.[131] (Abschnitt 2.2.2.1). Bei dieser Methode basiert der 

Kupplungsschritt auf der Phosphoramiditchemie. Die Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 

verläuft über das vollständig blockierte CMP-Neu5Ac-Derivat 25, welches in einer sehr guten 

Ausbeute isoliert worden ist. Als Kupplungsbausteine werden OAcNeu5NAcCOOMe 22 und das 

nicht-symmetrische Phosphoramidit 23, welches Cytidin und eine Cyanoethylgruppe enthält, 
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eingesetzt. Anstelle der verwendeten Cyanoethylgruppe sollte in dieser Arbeit die 

entsprechende AB-Maske benutzt werden. Das Retrosyntheseschema zur Darstellung der 

bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 und 

pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 ist in Abbildung 44 dargestellt. 

 

Abb. 44: Retrosyntheseschema zur Darstellung der bioreversibel maskierten, lipophilen 

CMP-Neu5Ac-Derivate 58 und 59 über Phosphoramiditchemie.  
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14 
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Die Synthese der Zielmoleküle 58 und 59 sollte durch Kupplung der OAcNeu5NAcCOOMe 22 mit 

dem entsprechenden Phosphoramidit C2AB- bzw. pMPhAB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 60 

bzw. 61 erfolgen. Die Phosphoramidite 60 bzw. 61 sollten durch Umsetzung des entspre-

chenden Diamidites 62 bzw. 63 mit dem selektiv geschützten Cytidin-Derivat 64 erfolgen. 

Dieses sollte aus Cytidin 65 erhalten werden. Die Synthese der OAcNeu5NAcCOOMe 22 sollte 

ausgehend von N-Acetylneuraminsäure 14 erfolgen. 

4.2.1.1 Synthese der benötigten Kupplungsbausteine 

Zunächst erfolgte die Darstellung der benötigten Phosphoramidite 60 und 61 (Abb. 45). 

Hierzu wurde das selektiv geschützte Cytidin-Derivat 64 analog zu der Synthesemethode zur 

Darstellung des entsprechenden Uridin-Derivates 48 (Abschnitt 4.1.1.1) synthetisiert. Das 

vollständig geschützte Cytidin-Derivat 66 wurde in einer Ausbeute von 72% erhalten. Als 

Nebenprodukt wurde in geringem Maße das an der Nucleobase zweifach acetylierte Produkt 

erhalten. Die Abspaltung der TBDMS-Gruppe erfolgte in quantitativer Ausbeute. 

 

 

Abb. 45: Synthese der Phosphoramidite 60 und 61.  

 

Die anschließende Kupplung mit dem entsprechenden Phosphordiamidit 62 bzw. 63, welche 

freundlicherweise von L. Weinschenk zur Verfügung gestellt wurden, erfolgte nach einem 
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von L. Weinschenk entwickelten Protokoll zur Darstellung nicht-symmetrischer Phosphor-

amidite.[138] Die Synthese erfolgt hierbei in einer Dicyanoimidazol vermittelten Kupplung eines 

Diamidits mit einer Hydroxylgruppe. 

Zur Darstellung der Phosphoramidite 60 und 61 wurden zu einer Lösung des entspre-

chenden Phosphordiamidites 62 bzw. 63 das Nucleosid 64 und Dicyanoimidazol gegeben. 

Nach der wässrigen Aufarbeitung erfolgte die Reinigung der Produkte 60 und 61 am 

Chromatotron. Das C2AB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 60 wurde in einer Ausbeute von 74% 

und das pMPhAB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 61 in einer Ausbeute von 78% erhalten. 

Weitere Produktfraktionen liegen noch verunreinigt vor. Als Nebenprodukte wurden unter 

anderem Verbindungen mit chemischen Verschiebungen von 8.8 ppm und 13.3 ppm 

erhalten. Hierbei könnte es sich um ein H-Phosphonat oder Amidat handeln. Eine genaue 

Identifikation war nicht möglich, da die Nebenprodukte lediglich in geringem Maße in den 

Produktfraktionen enthalten waren. Die Nebenprodukte konnten aufgrund der geringen 

Menge nicht isoliert werden. 

Die Synthese des zweiten Kupplungsbausteins OAcNeu5NAcCOOMe 22 (Abb. 46) erfolgte über 

drei Stufen analog zu der von S. Wolf[2] verwendeten Syntheseroute. Im ersten Schritt wurde 

die Säurefunktion der N-Acetylneuraminsäure 14 durch saure Katalyse mit Methanol 

verestert.[168] Der Methylester 67 wurde in einer Ausbeute von 95% erhalten und wurde ohne 

weitere Reinigung in das β-Chlor-Derivat 68 umgesetzt. Zuerst erfolgte eine Peracetylierung 

des Methylesters 67 mit Acetylchlorid. In einem zweiten Schritt erfolgte die Synthese des 

β-Chlor-Derivates 68 in Acetylchlorid und Methanol durch intermediär generiertes HCl. Es 

erfolgt durch das Chlorid eine SN1-artige Substitution der acetylgeschützten Hydroxylgruppe 

am anomeren Zentrum. Das β-Chlor-Derivat 68 wurde quantitativ erhalten. Das β-Anomer 

entsteht aufgrund der höheren Stabilität bevorzugt.[169] 

 

 

Abb. 46: Synthese der OAcNeu5NAcCOOMe  22.  
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Im letzten Reaktionsschritt erfolgte nach der Koenigs-Knorr-Methode die Substitution des 

Chlorids gegen eine Hydroxylgruppe. Die Koenigs-Knorr-Methode wurde bereits in dem 

Abschnitt 4.1.1.1 erläutert. Das β-Chlor-Derivat 68 wurde in einem Gemisch aus 

Aceton/Wasser gelöst und mit Silbercarbonat versetzt.[170] Nach säulenchromatographischer 

Reinigung konnte das Produkt 22 in einer Ausbeute von 61% erhalten werden. Auffällig ist 

die geringere Ausbeute im Vergleich zu 82% von S. Wolf.[2] Es konnten Verunreinigungen mit 

einem höheren Rf-Wert abgetrennt werden. Eine Identifikation der Nebenprodukte war nicht 

möglich. 

4.2.1.2 Synthese der bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 58 

und 59 

Nach der erfolgreichen Darstellung der benötigten Kupplungsbausteine 22, 60 und 61 

erfolgte die Synthese der bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 58 und 

59 analog zu dem von L. Weinschenk[138] entwickelten Protokoll zur Darstellung von DiPPro-

Nucleosid-Diphosphaten. Bei dieser Synthese handelte es sich auch um eine Dicyanoimid-

azol vermittelte Kupplung. Die Reaktion erfolgte in diesem Fall durch Umsetzung eines 

Phosphoramidites mit einer Hydroxylgruppe. 

Die Darstellung der lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 58 und 59 erfolgte durch Kupplung des 

entsprechenden Phosphoramidites 60 bzw. 61 mit OAcNeu5NAcCOOMe 22 und anschließender 

Oxidation mit tert-Butylhydroperoxid (Abb. 47). 

 

 

Abb. 47: Synthese der bioreversibel maskierten, l ipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 58 

und 59.  
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Im Fall des Produktes C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 wurden verschiedene Reinigungsmetho-

den zur Isolierung des Produktes 58 durchgeführt, welches als Diastereomerengemisch 

vorliegen sollte. Zunächst erfolgte die Reinigung am Chromatotron, da hier generell eine 

zügige Reinigung und die Visualisierung von UV-aktiven Verbindungen möglich sind. Als 

Elutionsmittel wurde ein Gemisch aus Ethylacetat/Methanol 9:1 mit 10% Triethylamin 

verwendet. 

Das vollständig blockierte CMP-Neu5Ac-Derivat 25 (s. Abb. 21), welches von Kajihara et 

al.[131] isoliert worden ist, wies eine chemische Verschiebung von -7.61 ppm und -8.44 ppm 

auf. Es wurde eine Fraktion erhalten, bei der Signale mit einer ähnlichen chemischen 

Verschiebung von -6.99 ppm und -7.10 ppm erhalten wurden. Da diese Verschiebung 

ähnlich der von Kajihara et al war, wurde vermutet, dass es sich bei der Verbindung mit einer 

chemischen Verschiebung von -6.99 ppm und -7.10 ppm um das Produkt 58 handelt könnte. 

Das erhaltene 31P-NMR-Spektrum dieser Fraktion zeigte jedoch eine Vielzahl an Signalen 

(Abb. 48). Es konnte kein reines Produkt erhalten werden. Es ist zu erkennen, dass das 

vermutete Produkt 58 nicht als Hauptprodukt vorlag. 

 

 

Abb. 48:  31P-NMR-Spektrum der Synthese von C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58  nach der 

Reinigung am Chromatotron.  
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Kajihara et al. verwendeten zur Isolierung des vollständig blockierten CMP-Neu5Ac-

Derivates 25 Größenausschlusschromatographie an Sephadex LH-20 mit Dichlormethan als 

Elutionsmittel. Diese Methode wurde ebenfalls getestet. Es war jedoch nicht möglich, das 

Nebenprodukt mit einer Verschiebung von 0.71 ppm vollständig von dem vermutlichen 

Produkt 58 mit einer Verschiebung von -6.99 ppm und -7.10 ppm abzutrennen (Abb. 49). 

Eine vollständige Reinigung des vermutlichen Produktes 58 war nicht möglich. Die Fraktion 

die vermutlich das Produkt 58 enthielt wurde mittels hochauflösender Massenspektrometrie 

analysiert. Das Produkt 58 weist berechnet für C44H56N4O25P+ eine Masse von 

m/z = 1071.2971 als [M+H]+ auf. Die gefundene Masse von m/z = 1071.2972 konnte dem 

Zielprodukt 58 als [M+H]+ zugeordnet werden. Somit wurde bestätigt, dass das Produkt 58 in 

dieser Fraktion enthalten war. In dem Abschnitt 2.2.1.1 ist herausgearbeitet, dass Kajihara et 

al. eine erhöhte Eliminierungstendenz des Phosphattriesters 25 beobachtet haben. Diese 

könnte eine Möglichkeit für die Bildung von Nebenprodukten bei der Synthese des 

vollständig geschützten CMP-Neu5Ac-Derivates 58 sein. In diesem Fall würden das 

Glycal 69 der Neuraminsäure 22 und ein monomaskiertes CMP-Derivat entstehen.  

 

 

Abb. 49:  31P-NMR-Spektrum der Synthese von C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58  nach der 

Reinigung mittels Größenausschlusschromatographie.  
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Im Gegensatz zu der Reinigung der Verbindung C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 gelang die 

Reinigung der Zielmoleküls pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 mittels Größenausschlusschroma-

tographie an Sephadex mit Dichlormethan als Elutionsmittel ohne Probleme. Das Produkt 59 

konnte mit einer Ausbeute von 30% als Diastereomerengemisch erhalten werden. Auch hier 

war die Abtrennung von einer Vielzahl an Nebenprodukten nötig, die aufgrund der hohen 

Anzahl nicht isoliert werden konnten. Das 31P-NMR-Spektrum der sauberen Verbindung 

pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 ist in Abbildung 50 gezeigt. Anhand des Spektrums ist zu 

erkennen, dass das Zielprodukt 59 mit hoher Reinheit erhalten werden konnte. 

 

 

Abb. 50:  31P-NMR-Spektrum der pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59.  

4.2.1.3 Fazit der Darstellung der bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-

Derivate 58 und 59 mittels Phosphoramiditchemie 

Die Darstellung der benötigten Bausteine 22, 60 und 61 gelang in sehr guten Ausbeuten. 

Problematisch bei dieser Syntheseroute war die Darstellung der C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58. 

In diesem Fall gelang eine vollständige Reinigung nicht, vermutlich aufgrund der Labilität des 

Produktes 58. Während der Reinigungsversuche der C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 wurde als 

Nebenprodukt eine Verbindung mit einer Verschiebung von 0.71 ppm erhalten. Da die 

vollständig peracetylierte CMP-Neu5AcCOOMe (AcCMP-Neu5AcCOOMe) 27 ohne eine Maske an 
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dem Phosphat eine chemische Verschiebung von -5.65 aufweist,[171] muss davon ausge-

gangen werden, dass ein Zuckerphosphat oder ein Nucleosidmonophosphat entstanden war. 

In dem Fall von pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 war eine Reinigung des Produktes ohne 

Probleme möglich. Dieses Zielmolekül konnte zwar nur mit einer moderaten Ausbeute von 

30% isoliert werden, jedoch gelang erstmalig die Darstellung eines bioreversibel maskierten, 

lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivates. 

4.2.2 Chemische Hydrolysestudien der lipophilen CMP-Neu5Ac-Deriva-

te 58 und 59 

Um Informationen über die chemische Stabilität des Produktes pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 

zu erhalten, wurde eine chemische Hydrolysestudie bei physiologischem pH-Wert (pH 7.3) in 

50 mM phosphatgepufferter Salzlösung (phosphate buffered saline, PBS) durchgeführt. Die 

zentrale Frage war, ob die glycosidische Bindung unter diesen Bedingungen stabil ist. Es 

könnte zur Spaltung der glycosidischen Bindung sowohl durch Hydrolyse als auch durch eine 

Eliminierungsreaktion kommen. Bei der Spaltung dieser Phosphatesterbindung wäre die 

Verbindung 59 nicht als potentielles, lipophiles Tool für Zellassays geeignet. Auch die 

benzylische Phosphatesterbindung der pMPhAB-Maske sollte unter diesen Bedingungen eine 

ausreichende Stabilität zeigen, da die Verbindung somit auch extrazellulär eine ausreichen-

de Stabilität aufweisen sollte. Durch eine sehr schnelle Spaltung könnte die negative Ladung 

an der Phosphatgruppe ansonsten eine Diffusion durch die Zellmembran eventuell 

verhindern. Somit ist eine ausreichende chemische Stabilität der lipophilen Verbindungen 

eine zentrale Voraussetzung, um in Zellstudien eingesetzt werden zu können. Sollte die 

Verbindung 59 gegenüber chemischer Hydrolyse stabil sein, sollte pMPhAB-CMP-

Neu5AcCOOMe 59 zusätzlich mit Hinblick auf die Freisetzung von CMP-Neu5Ac 15 in einer 

enzymatischen Hydrolysestudie analysiert werden. 

Die Analyse der chemischen Hydrolysestudie erfolgte sowohl 31P-NMR-spektroskopisch als 

auch mittels HPLC und einem diode array detector (DAD). Hierbei war entweder die 

Detektion von phosphathaltigen Hydrolyseprodukten und/oder die Detektion von 

nucleosidischen Hydrolyseprodukten aufgrund der UV-Absorption der Nucleobase bei einer 

Wellenlänge von 272 nm[172] möglich. Zur Identifikation von Hydrolyseprodukten wurden 

erwartete Hydrolyseprodukte coinjiziert und mittels HPLC analysiert. Zusätzlich wurde 

hochauflösende Massenspektrometrie verwendet. 

Des Weiteren wurde eine chemische Hydrolyse der Verbindung C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 

durchgeführt, auch wenn diese nicht vollständig gereinigt werden konnte. Es sollte überprüft 

werden, ob durch chemische Hydrolyse weitere Produkte als das bereits enthaltene 

Nebenprodukt/Zersetzungsprodukt entstehen. Die chemische Hydrolyse der verunreinigten 

Verbindung C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 wurde mittels 31P-NMR-Spektroskopie (Abb. 51) 
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analysiert. Bereits nach 5 Minuten war das vermutete Ausgangsmaterial 58 mit einer 

chemischen Verschiebung von -6.71 ppm und -6.76 ppm fast vollständig umgesetzt und 

nach 20 Minuten nicht mehr detektierbar. Es konnte gezeigt werden, dass das während der 

Reaktion oder Reinigung erhaltene Nebenprodukt/Zersetzungsprodukt mit dem Produkt der 

Hydrolyse identisch war, da nur ein Produkt mit einer chemischen Verschiebung 

von -1.46 ppm und kein weiteres Signal in dem 31P-NMR-Spektrum erhalten wurde. 

 

 

Abb. 51: Chemische Hydrolyse der C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 analysiert mittels 

31P-NMR-Spetroskopie. 

 

Die chemische Hydrolyse der zweiten Verbindung pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59, analysiert 

mittels 31P-NMR-Spektroskopie, zeigte ein ähnliches Ergebnis (Abb. 52). Bereits beim 

Startwert ohne Phosphatpuffer wurde eine geringe Menge eines Hydrolyseproduktes/Eli-

minierungsproduktes detektiert, obwohl diese Verbindung vollständig isoliert worden war. 

Auch hier war nach 20 Minuten kaum noch das Ausgangsmaterial 59 detektierbar. Es konnte 

kein Hydrolyseprodukt mit einer Verschiebung von -5.65 ppm, welche AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 entsprechen würde, detektiert werden. Es wurde lediglich ein Hydrolyse-

produkt mit einer Verschiebung von -1.47 ppm detektiert. Diese Verschiebung entsprach 

dem Hydrolyseprodukt der Verbindung C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58. Diese Ergebnisse 

lassen die Vermutung zu, dass nicht AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 durch Spaltung der 
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benzylischen Phosphatesterbindung gebildet wurde, sondern wahrscheinlich die 

glycosidische Bindung gespalten wurde. 

 

 

Abb. 52: Chemische Hydrolyse der pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 analysiert mittels 

31P-NMR-Spetroskopie. 

 

Zur Identifizierung der Hydrolyseprodukte wurde die Hydrolyselösung der Verbindung 

pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 zusätzlich mittels HPLC und einem DAD analysiert. Der 

Verlauf der Hydrolyse ist in Abbildung 53 gezeigt. Auch hier war die Ausgangsverbindung 59, 

welche eine Retentionszeit von 14 Minuten aufwies, sehr schnell umgesetzt. Es wurde 

lediglich ein UV-aktives Produkt mit einer Retentionszeit von 8 Minuten detektiert. Dieses 

hydrolysiert über die Zeit nicht. Als mögliche UV-aktive Produkte kamen im Fall der 

Abspaltung der Maske der 4-Hydroxybenzylalkohol 57 oder bei unvollständiger Hydrolyse 

der Maske der 4-(4’-Methoxybenzoyloxy)benzylalkohol 70 in Frage. Bei einer Spaltung der 

glycosidischen Bindung wäre die Bildung von Cytidinmonophosphat mit und ohne Maske 71 

bzw. 72 möglich. 

 

 

59 

59 
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Abb. 53: RP-HPLC-Chromatogramm der chemischen Hydrolyse der pMPhAB-CMP-

Neu5AcCOOMe 59 (HPLC-Methode A, 272 nm). 

 

Zur Identifizierung des Hydrolyseproduktes wurden sowohl der 4-Hydroxybenzylalkohol 57 

(Abb. 54 links) als auch der 4-(4’-Methoxybenzoyloxy)benzylalkohol 70 (Abb. 54 rechts) 

coinjiziert. In beiden Fällen war das gebildete Produkt nicht identisch mit der coinjizierten 

Verbindung, da beide coinjizierten Verbindungen andere Retentionszeiten aufwiesen. 

 

 

Abb. 54: RP-HPLC-Chromatogramm der Coinjetion zur Identif izierung des 

Hydrolyseproduktes von pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 (Methode A, 272 nm). 

 

Da auch diese Analyse keinen Aufschluss über das beobachtete Produkt gab, wurde die 

Kinetik-Lösung mittels hochauflösender Massenspektrometrie analysiert (Abb. 55). Des 

Weiteren ist mittels Massenspektrometrie auch die Identifizierung nicht UV-aktiver und/oder 

phosphathaltiger Hydrolyseprodukte möglich. 
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Abb. 55: ESI+-HRMS-Spektren zur Identif izierung der Hydrolyseprodukte von pMPhAB-

CMP-Neu5AcCOOMe 59.  

 

Diese Analyse ermöglichte die Bestimmung von zwei Hydrolyseprodukten: der 

OAcNeu5NAcCOOMe 22 sowie des UV-aktiven monomaskierten Cytidinmonophosphates 71. 

Die gefundene Masse von m/z = 514.1536 konnte dem Neuraminsäurederivat 22 berechnet 

71 

22 

22 

69 



Resultate und Diskussion 

 

66 
 

für C20H29NNaO13
+ = 514.1531 als [M+Na]+ zugeordnet werden und die gefundene Masse 

von m/z = 690.1701 konnte dem monomaskierten Cytidinmonophosphat (pMPhAB-CMP) 71 

berechnet für C30H33N3O14P+ = 690.1695 als [M+H]+ zugeordnet werden (Abb. 55 oben). 

Das Glycal 69 weist berechnet für C20H27NNaO12
+ als [M+Na]+ eine Masse von m/z = 

496.1425 auf. Diese wurde ebenfalls detektiert (Abb. 55 unten). Somit scheint die 

glycosidische Bildung sowohl durch Hydrolyse als auch durch eine Eliminierungsreaktion 

gespalten zu werden. 

Bei den durchgeführten Hydrolysestudien wurde jeweils ein Hydrolyseprodukt mit gleicher 

chemischer Verschiebung im 31P-NMR-Spektrum detektiert. Bei der Hydrolyse der 

Verbindung pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 konnte als Hydrolyseprodukt das pMPhAB-CMP 71 

nachgewiesen werden. Es wird vermutet, dass auch im Fall des C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 

das monomaskierte CMP-Derivat C2AB-CMP 73 entstand. 

Bei der Verbindung 59 wurde bei der chemischen Hydrolyse sehr schnell die glycosidische 

Bindung durch Hydrolyse oder durch eine Eliminierungsreaktion gespalten und somit wurde 

eine sehr geringe chemische Stabilität festgestellt. Damit war eine zentrale Voraussetzung 

nicht gegeben, um diese Verbindung in Zellstudien verwenden zu können. Somit wurden mit 

dieser Verbindung keine weiteren Untersuchungen durchgeführt. 

4.2.2.1 Fazit der chemischen Hydrolysen 

Die chemischen Hydrolysestudien der Verbindungen C2AB-CMP-Neu5AcCOOMe 58 und 

pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59 zeigten, dass die glycosidische Bindung sowohl durch 

Hydrolyse als auch durch eine Eliminierungsreaktion gespalten wurde (Abb. 56). Die beiden 

Verbindungen 58 und 59 weisen somit eine sehr geringe chemische Stabilität auf. Obwohl 

sehr unterschiedlich stabile Masken verwendet wurden, wurde in dem jeweiligen 31P-NMR-

Spektrum ein Produkt mit gleicher chemischer Verschiebung detektiert. Die Verwendung von 

AB-Masken, die sehr unterschiedliche Hydrolysehalbwertszeit aufweisen, scheint keinen 

Einfluss auf die chemische Stabilität der Phosphattriester 58 bzw. 59 zu haben. 

Die Blockierung der Phosphatgruppe mit einer AB-Maske scheint einen größeren Einfluss 

auf die Stabilität der Phosphatbrücke zu haben als die von Kajihara et al. verwendete 

Cyanoethylgruppe, da hier der Phosphattriester 25 in einer Ausbeute von 75% über zwei 

Stufen erhalten werden konnte. Da die glycosidische Bindung gespalten wurde und nicht die 

Maske, sind die beiden Verbindungen 58 und 59 nicht als Tools für Zellassays geeignet. Zur 

Entwicklung eines lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivates sollte auf eine Blockierung der 

negativen Ladung an der Phosphatgruppe verzichtet werden. 

 



Resultate und Diskussion 

 

67 
 

 

Abb. 56: Hydrolyseprodukte der chemischen Hydrolysen der C2AB-CMP-

Neu5AcCOOMe 58 und pMPhAB-CMP-Neu5AcCOOMe 59.  

4.2.3 Darstellung von bioreversibel maskierten, lipophilen CMP-Neu5Ac-

Derivaten mittels cycloSal-Technik 

Die Verwendung eines lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivates, welches noch eine negative 

Ladung am Phosphat trägt, scheint für Zellassays nicht ausgeschlossen, da sogar 

Nucleosidtriphosphat-Prodrugs, welche noch zwei negative Ladungen tragen, die Zellmem-

bran passieren können.[135] Um die Lipophilie der CMP-Neu5Ac 15 zu erhöhen, sollten 

wieder Acetylschutzgruppen zur Blockierung der Hydroxylgruppen verwendet werden. Da 

nicht sichergestellt war, dass der Methylester zur Blockierung der Säurefunktion von 

Esterasen gespalten werden würde, sollte zusätzlich eine weitere enzymatisch spaltbare 

Gruppe zur Blockierung der Säurefunktion verwendet werden. Um Carbonsäuren zu 

blockieren, werden häufig Pivaloyloxymethyl- (POM) oder Acetoxymethyl- (AM) Ester 

verwendet.[173-175] Um die Kupplung nicht zu beeinflussen, sollte die AM-Gruppe verwendet 

werden, da diese sterisch nicht so anspruchsvoll wie die POM-Gruppe ist. 

Die von S. Wolf[2] entwickelte Syntheseroute zur Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 stellte für 

die Darstellung eines lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivates, welches eine negative Ladung am 

Phosphat trägt, eine ideale Grundlage dar (Abschnitt 2.2.2.2). Die Synthese erfolgte im 

ersten Reaktionsschritt zu AcCMP-Neu5AcCOOMe 27. In diesem Fall war eine Isolierung der 

22 

69 
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Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 nicht durchgeführt worden. Da jedoch die Darstellung 

von CMP-Neu5Ac 15 über zwei Stufen mit einer Ausbeute von 85% erfolgte, sollte auch die 

Synthese der AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 mit einer sehr guten Ausbeute möglich sein. Die 

Kupplung zum Nucleosidmonophosphat-Zucker sollte somit mittels cycloSal-Technik und 

nicht über Phosphoramiditchemie erfolgen. Des Weiteren ist bei der Verwendung der 

cycloSal-Methode kein weiterer Reaktionsschritt nach der Kupplung nötig. Bei der 

Verwendung der Phosphoramiditchemie wird als Zwischenprodukt ein Phosphattriester 

erhalten. Die Schutzgruppe an der Phosphatgruppe, wie beispielsweise Cyanoethyl, müsste 

im Folgenden noch neben den Acetylgruppen an der Zucker- und der Nucleosid-Einheit 

gespalten werden. 

Die Retrosynthese zur Darstellung der an der Säurefunktion unterschiedlich blockierten, 

lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74 mittels der cycloSal-Technik ist in Abbildung 57 

gezeigt. 

  

 

Abb. 57: Retrosyntheseschema zur Darstellung der bioreversibel maskierten, lipophilen 

CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74 mittels cycloSal-Technik. 
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Die lipophilen vollständig acetylierten CMP-Neu5Ac-Derivate AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 und 

AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 sollten aus dem Cytidin-cycloSal-Triester 75 und dem 

entsprechenden vollständig geschützten Halbacetal OAcNeuN5AcCOOMe 22 bzw. 

OAcNeu5NAcCOOAM 76 dargestellt werden. Die Darstellung der OAcNeu5NAcCOOAM 76 sollte 

ebenfalls ausgehend von Neu5Ac 14 erfolgen. Die Synthese des cycloSal-Triesters 75 sollte 

aus dem Chlorphosphit 53 und dem Cytidin-Derivat 64 erfolgen. 

4.2.3.1 Synthese der benötigten Kupplungsbausteine 

Die Syntheserouten des selektiv geschützten Cytidin-Derivates 64 und des Chlorphos-

phits 53 wurden bereits in Abschnitt 4.2.1.1 und 4.1.1.1 beschrieben. Die Synthese des 

benötigten Cytidin-cycloSal-Triesters 75 erfolgte analog der in Abschnitt 4.1.1.1 durchge-

führten Triestersynthesen. Der Cytidin-Triester 75 wurde nach säulenchromatographischer 

Reinigung in einer Ausbeute von 59% erhalten (Abb. 58). 

 

 

Abb. 58: Synthese des Cytidin-cycloSal-Triesters 75.  

 

Die Darstellung von OAcNeu5NAcCOOMe 22 wurde bereits in Abschnitt  4.2.1.1 beschrieben. 

Die Synthese von OAcNeu5NAcCOOAM 76 erfolgte ebenfalls über drei Stufen ausgehend von 

Neu5Ac 14 (Abb. 59) und in Anlehnung an die Syntheseroute von OAcNeu5NAcCOOMe 22. 

Zuerst erfolgte die Blockierung der Säurefunktion. Eine Möglichkeit zur Einführung von 

Acyloxymethyl-Gruppen ist die Verwendung von Acyloxymethylhalogeniden und Dimethyl-

formamid als Lösungsmittel.[176] 

In dieser Arbeit wurde das kommerziell erhältliche Brommethylacetat verwendet. Zur 

Blockierung der Säurefunktion mit einem AM-Ester musste diese zunächst deprotoniert 

werden. Hierzu wurde Neu5Ac 14 in Dimethylformamid gelöst und zur Deprotonierung der 

Säure mit 1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en (DBU) versetzt. DBU wurde verwendet, da es 

75 

53 

64 
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sich hierbei um eine nicht-nucleophile starke Base handelt. Die Deprotonierung der Säure 

sollte möglichst schnell erfolgen, um mögliche Nebenreaktionen an den Hydroxylgruppen zu 

verhindern. Eine nicht-nucleophile Base wurde eingesetzt, um auch die Spaltung der 

N-Acetylgruppe zu verhindern. Nach einer Reaktionszeit von 10 Minuten erfolgte die 

Umsetzung mit Brommethylacetat. Nach der vollständigen Umsetzung des Eduktes wurde in 

diesem Fall direkt die Acetylierung der Hydroxylgruppen unter Standardbedingungen durch 

Verwendung von Essigsäureanhydrid in Pyridin durchgeführt. Nach der säulenchromato-

graphischen Reinigung wurde das Produkt 77 über zwei Stufen in einer Ausbeute von 54% 

als Anomerengemisch im Verhältnis 2:1 erhalten. Da die Konfiguration des anomeren 

Zentrums für die folgende Halogenierung nicht relevant war, wurde auf eine Trennung der 

Anomere verzichtet. Da dieser Ansatz erfolgreich war, wurde keine weitere nicht-nucleophile 

Base, wie beispielsweise Triethylamin, eingesetzt. 

 

  

Abb. 59: Synthese von OAcNeu5NAcCOOAM  76.  

 

Im zweiten Schritt erfolgte die Darstellung des Zuckerchlorids 78. Diese Synthese sowie der 

letzte Reaktionsschritt erfolgten analog der in Abschnitt 4.2.1.1 beschriebenen Synthesen 

zur Darstellung von OAcNeu5NAcCOOMe 22. Die Darstellung des Zuckerchlorids 78 verlief 

quantitativ und es war ebenfalls kein Reinigungsschritt nötig. Erwartungsgemäß wurde 

selektiv das β-Anomer erhalten, da dieses eine höhere Stabilität aufweist. 

OAcNeu5NAcCOOAM 76 wurde nach säulenchromatographischer Reinigung ebenfalls als reines 

β-Anomer und in einer sehr guten Ausbeute von 75% erhalten. Somit gelang über diese drei 

Stufen die Darstellung des zweiten Neuraminsäure-Derivates 76 in guten bis sehr guten 

Ausbeuten. 

76 
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4.2.3.2 Synthese der lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74 

Die Darstellung der lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74 sollte analog der von 

S. Wolf[2] entwickelten Syntheseroute zur Darstellung von CMP-Neu5Ac 15 erfolgen 

(Abschnitt 2.2.2.2). Hierbei sollte der letzte Schritt, die Entfernung der Schutzgruppen, 

selbstverständlich ausgelassen werden. Da das vollständig blockierte CMP-Neu5Ac-

Derivat 27 nicht von S. Wolf isoliert worden war, musste hier eine geeignete Reinigungs-

methode gefunden werden. Es stellte sich schnell heraus, dass sowohl die Synthese als 

auch die Isolierung der gewünschten Verbindung 27 eine große Herausforderung darstellten. 

In der Tabelle 1 sind daher verschiedene Varianten aufgelistet, die zur Optimierung der 

Syntheseroute durchgeführt wurden.  

 

Tab. 1: Variationen der Reaktionsbedingungen zur Darstellung von AcCMP-Neu5AcCOOMe 27. 

Varia-

nte 

Triester 

(Äquiv.) 

Zucker 

(Äquiv.) 

Base 

(Äquiv.) 

Zugabe-

reihenfolge 

Reaktions-

zeit [h] 

Vortrock-

nung der 

Edukte 

Ergebnis 

a 1.0 2.0 
NaH 

2.0 

Triester 

zum Zucker 
4 ja kein Erfolg 

b 1.0 1.1 
NaH 

1.1 

Triester 

zum Zucker 
4 ja 

Produkt-

bildung, 

keine 

Reproduzier-

barkeit 

c 1.0 1.1 
NaH 

1.1 

Zucker zum 

Triester 
4 ja kein Erfolg 

d 1.0 1.1 
NaH 

1.1 

Triester 

zum Zucker 
1 ja kein Erfolg 

e 1.0 1.1 
DBU 

1.1 

Triester 

zum Zucker 
4 ja kein Erfolg 

f 1.0 1.1 
NaH 

1.1 

Triester 

zum Zucker 
4 nein 

analoges 

Ergebnis zu 

b 

g 1.0 1.5 
NaH 

1.1 

Triester 

zum Zucker 
4 nein 

Produkt-

bildung, 

Reproduzier-

barkeit 
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Die Reaktion analog der von S. Wolf beschriebenen Reaktionsbedingungen durchzuführen, 

brachte auch nach mehrfachen Versuchen keinen Erfolg (Tabelle 1, Variante a). In diesen 

Fällen wurde eine Vielzahl von Signalen mittels 31P-NMR-Spektroskopie detektiert. 

AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 weist, wie bereits erwähnt, eine chemische Verschiebung 

von -5.65 ppm im 31P-NMR-Spektrum auf.[171] Die Darstellung der Verbindung AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 wird im Folgenden beschrieben. Das 31P-NMR-Spektrum dieser Verbindung 

ist in Abbildung 66 gezeigt. 

Bei Verwendung der Variante a konnten auch nach mehrfacher Reinigung durch PR-

Säulenchromatographie, Größenausschlusschromatographie oder automatisierter RP-18-

Säulenchromatographie weder das gewünschte Produkt 27 erhalten werden, welches 

vermutlich mit einer chemischen Verschiebung von -5.70 ppm im 31P-Roh-NMR-Spektrum 

detektiert worden war (Abb. 60), noch Nebenprodukte isoliert und identifiziert werden. Die 

leichte Abweichung könnte durch noch vorhandene Salze entstanden sein. 

 

 

Abb. 60:  31P-Roh-NMR-Spektrum der Variante a zur Darstellung der Verbindung 

AcCMP-Neu5AcCOOMe 27. 

 

Aus diesen Gründen wurden nach und nach verschiedene Parameter verändert, um zu 

untersuchen, ob so die Darstellung und Isolierung der Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 
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durchgeführt werden konnte. Die jeweiligen Veränderungen sind in der Tabelle 1 aufgelistet. 

Da die Verwendung von 2.0 Äquivalenten an Natriumhydrid keinen Erfolg brachte, wurden 

diese auf 1.1 Äquivalente reduziert (Tabelle 1, Variante b). Im gleichen Schritt wurden die 

Äquivalente des Zuckers 22 der der Base angepasst, um das gleiche Verhältnis wie zuvor zu 

haben. Da es sich bei Natriumhydrid um eine schwache nucleophile Base handelt,[177] wurde 

durch die Reduktion der Base erhofft, dass eine mögliche Destabilisierung des cycloSal-

Triesters durch die Base verhindert wird. Diese Variante zeigte eine deutliche Verbesserung. 

Bereits nach der Entfernung des Lösungsmittels und dem erneuten Lösen in Wasser, 

welches wiederum durch Gefriertrocknung entfernt wurde, war in dem 31P-NMR-Spektrum 

hauptsächlich das Produkt 27 zu erkennen (Abb. 61). 
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Abb. 61:  31P-NMR-Spektrum der Variante b zur Darstellung der Verbindung AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 nach Entfernung des Lösungsmittels und erneutem Lösen in Wasser . 

 

Nach zweimaliger Reinigung mittels automatisierter RP-18-Säulenchromatographie konnte 

das gewünschte Produkt 27 isoliert werden. Dieses wies eine chemische Verschiebung 

von -5.66 auf (Abb. 62). Das Produkt wurde, wie anhand des NMR-Spektrums zu sehen ist, 

mit hoher Reinheit erhalten. Die Reduktion der Äquivalente der Base war somit sinnvoll und 

brachte den Erfolg, dass das Produkt 27 erhalten werden konnte. Problematisch war jedoch 

die Reproduzierbarkeit der Reaktion. Ein parallel angesetzter Reaktionsansatz zeigte wieder 

mehr Nebenprodukte. Der einzige Unterschied bei den Ansätzen war die Zeit, die die 

Ausgangsverbindungen 22 und 75 im Ölpumpenvakuum getrocknet wurden. 

 

27 
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Abb. 62:  31P-NMR-Spektrum der Variante b zur Darstellung der Verbindung AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 nach säulenchromatographischer Reinigung.   

 

Es wurden weitere Varianten überprüft, um eine reproduzierbare Synthese zu entwickeln. 

Die Änderung der Reihenfolge der Reagenzienzugabe (Tab 1, Variante c), die Verkürzung 

der Reaktionszeit auf eine Stunde (Tab 1, Variante d) und die Verwendung einer nicht 

nucleophilen Base (Tab 1, Variante e) brachten keinen Erfolg. Um genauere Informationen 

über den Reaktionsverlauf zu erhalten, wurde die Reaktion bei Verwendung der Variante b 

mittels 31P-NMR-Spektroskopie verfolgt (Abb. 63). Diese zeigte deutlich, dass der Triester 

bereits nach 30 Minuten umgesetzt war, sich jedoch erst nach drei Stunden Reaktionszeit 

eine neue Verbindung detektieren ließ. Diese wies eine chemische Verschiebung 

von -4.93 ppm auf. Nach einer Reaktionszeit von vier Stunden war keine weitere 

Veränderung zu erkennen. 
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Abb. 63: Reaktionsverfolgung zur Darstellung des AcCMP-Neu5Ac-Derivates 27 

(Variante b) analysiert mittels 31P-NMR-Spektroskopie. 

 

Nach der Aufarbeitung wurde als Hauptprodukt eine Verbindung mit einer Verschiebung 

von -5.67 ppm detektiert. Die Reaktionsverfolgung lässt somit den Schluss zu, dass eine 

Reaktionszeit von vier Stunden notwendig ist. Problematisch war dennoch die Reproduzier-

barkeit der Synthese. Die Verwendung einer wasserfreien Stammlösung des Zuckers, gelöst 

in Dimethylformamid und gelagert über Molsieb, brachte eine Verschlechterung der 

Produktbildung. Möglicherweise war das Trocknen der Ausgangsverbindungen 22 und 75 

nicht sinnvoll. Der Triester 75 und der Zucker 22 wurde vor jeder Reaktion, teilweise über 

Nacht, im Ölpumpenvakuum getrocknet. Bei der Synthese von S. Wolf[171] ist lediglich 

beschrieben, dass der Triester 75 „einige Zeit“ getrocknet wurde. Es stellte sich die Frage 

wie lange der Triester 75 tatsächlich getrocknet wurde und ob das Wasser vollständig 

entfernt wurde. Es wurde daher überprüft, ob bei der Reaktion eine bessere Reproduzier-

barkeit erlangt werden kann, wenn die Ausgangsverbindungen 22 und 75 nicht vorgetrocknet 

werden (Tab. 1, Variante f). Eine Trocknung der Ausgangsverbindungen wurde zuvor 

durchgeführt, um Nebenreaktionen durch eine Hydrolyse des Triesters zu verhindern. 

Erstaunlicherweise zeigte jedoch die Verwendung der nicht vorgetrockneten 

Ausgangsverbindungen 22 und 75 ein analoges Ergebnis zu der Variante b, bei der die 

Darstellung des Produktes 27 erfolgreich verlief. 

75 
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Dies ließ den Schluss zu, dass ein Grund für das unterschiedliche Ergebnis bei der Variante 

b der zeitliche Unterschied beim Vortrocknen der Ausgangsverbindungen 22 und 75 war. Ein 

Vortrocknen scheint daher nicht nötig zu sein. In einer letzten Reaktionsvariante (Tab. 1, 

Variante g) wurden die Äquivalente des Zuckers 22 von 1.1 auf 1.5 Äquivalente erhöht. Da 

das genaue Abwiegen von Natriumhydrid in diesen geringen Mengen aufgrund von 

Schwankungen während des Wägevorganges fehlerbehaftet war, wurden die Äquivalente 

des Zuckers erhöht, um sicherzustellen, dass keine Rückstände der Base mehr vorhanden 

waren, wenn der cycloSal-Triester 75 zu dem Reaktionsansatz gegeben wurde. Diese letzte 

Variation brachte den gewünschten Erfolg. Die Reaktion konnte mehrere Male zuverlässig 

wiederholt werden. Die Darstellung der Zielverbindungen 27 und 74 ist in der Abbildung 64 

gezeigt. Die Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 konnte mit einer Ausbeute von 39% und die 

Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 mit einer Ausbeute von 20% dargestellt werden. 

 

 

Abb. 64: Synthese der l ipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74 nach der Variante g.  

 

Wie einleitend erwähnt, war die Reinigung der Produkte sehr aufwändig. Es waren teilweise 

drei Reinigungsschritte erforderlich, da noch vorhandene Nebenprodukte, die nicht 

identifiziert werden konnten, sehr ähnliche Rf-Werte aufwiesen. Die Verwendung der 

automatisierten RP-18 Säulenchromatographie war zwingend erforderlich, da so aufgrund 

der UV-Aktivität der Zielverbindungen 27 und 74 eine genauere Detektion als bei der 

klassischen Säulenchromatographie möglich war. Weitere Verluste an Produkt konnten so 

vermieden werden. Es wird vermutet, dass es zusätzlich zur Bildung von Zersetzungs-

produkten während der Reinigungsschritte kam. Die erhaltenen Roh-31P-NMR-Spektren 
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zeigten eine geringere Anzahl an Signalen als die 31P-NMR-Spektren der verschiedenen 

Fraktionen die nach der Reinigung erhalten wurden. Die moderaten Ausbeuten lassen sich 

durch die erschwerte Abtrennung von Nebenprodukten und die einmalige Durchführung der 

Synthese zu AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 erklären. Falls Nebenprodukte während der Reini-

gungsschritte gebildet wurden, erklärt dies auch den großen Unterschied zu der von S. Wolf 

erzielten Ausbeute von 85% über zwei Stufen für die Darstellung CMP-Neu5Ac 15. 

Das 1H-NMR-Spektrum des Zielmoleküls 27 ist in Abbildung 65 gezeigt. Es ist zu sehen, 

dass die Darstellung des lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivates 27 erfolgreich war. Das 

31P-NMR-Spektrum der sauberen Verbindung 27 wurde bereits in der Abbildung 62 gezeigt. 

Anhand der beiden NMR-Spektren ist auch zu sehen, dass die Zielverbindung 27 in hoher 

Reinheit erhalten werden konnte. 

 

 

Abb. 65:  1H-NMR-Spektrum der AcCMP-Neu5AcCOOMe 27.  

 

Die Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 weist eine chemische Verschiebung von -5.47 ppm 

im 31P-NMR-Spektrum auf (Abb. 66 oben). Das 1H-NMR-Spektrum des Zielmoleküls 74 ist in 

Abbildung 66 unten gezeigt. Auch hier wird bestätigt, dass die Darstellung des lipophilen 

AcCMP-Neu5AcCOOAM-Derivates 74 erfolgreich war und dass diese Verbindung in hoher 

Reinheit erhalten werden konnte. 
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Abb. 66:  31P-NMR-Spektrum (oben), 1H-NMR-Spektrum (unten) der AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74.  

74 

74 
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4.2.3.3 Fazit der Syntheseroute zur Darstellung von lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivaten 

mittels cycloSal-Technik 

Es sollten lipophile CMP-Neu5Ac-Derivate mit zwei verschiedenen Schutzgruppen an der 

Säurefunktion dargestellt werden. Als Schutzgruppe sollte neben dem Methylester ein 

Acetoxymethylester verwendet werden. Für die Darstellung von OAcNeu5NAcCOOAM 76 wurde 

ein neues Syntheseprotokoll in Anlehnung an die Syntheseroute zur Darstellung der 

OAcNeu5NAcCOOMe 22 entwickelt. Die Synthese gelang problemlos und in sehr guten Ausbeu-

ten. Durch Verwendung der cycloSal-Technik gelang nach Optimierung der Syntheseroute 

von S. Wolf die Darstellung der lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivate 27 und 74. Beide Produkte 

konnten in hoher Reinheit erhalten werden. Die erhaltenen Ausbeuten der Verbindungen 27 

und 74 waren aufgrund von Nebenprodukten mit sehr ähnlichen Rf-Werten lediglich moderat. 

4.2.4 Enzymatische Hydrolysestudien der lipophilen CMP-Neu5Ac-Deri-

vate 27 und 74 

Bei den Verbindungen AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 und AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 handelt es sich 

im Gegensatz zu den zuvor dargestellten vollständig geschützten CMP-Neu5Ac-Derivat-

en 58 und 59 um Phosphatdiester und nicht um Phosphattriester. Kajihara et al[131] haben, 

wie in Abschnitt 2.2.2.1 herausgearbeitet ist, bei der Synthese von CMP-Neu5Ac 15 eine 

deutlich erhöhte Eliminierungstendenz von CMP-Neu5Ac-Phosphattriestern im Vergleich zu 

dem Phosphatdiester 15 festgestellt. Eine Eliminierungstendenz wurde auch bei den 

Phosphattriestern 58 und 59 beobachtet. Für die in dieser Arbeit dargestellten Phosphat-

diester 27 und 74 wurde aufgrund der Beobachtung von Kajihara et al eine geringe 

Eliminierungstendenz erwartet, als bei den Phosphattriestern 58 und 59. Die Verbindun-

gen 27 und 74 sollten daher eine höhere chemische Stabilität aufweisen, weshalb keine 

chemischen Hydrolysestudien durchgeführt wurden. Es wurden enzymatische Hydrolyse-

studien durchgeführt, mit dem Ziel zu untersuchen, ob die Acetylgruppen sowie die jeweilige 

Schutzgruppe der Säurefunktion der Verbindungen AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 bzw. AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 gespalten werden und ob die glycosidische Bindung, im Gegensatz zu den 

Verbindungen 58 und 59, stabiler ist. Als Enzym wurde Schweineleberesterase (pig liver 

esterase, PLE) verwendet. Da es sich um eine Esterase handelt, wurde angenommen, dass 

beide vorhandenen N-Acetylgruppen auf dem Molekül verbleiben und somit das Molekül 

NHAcCMP-Neu5Ac 79 gebildet werden würde. Als Besonderheit ist anzumerken, dass es 

verschiedene Isoenzyme des Enzyms PLE gibt, die sowohl als Esterasen als auch Amidasen 

mit unterschiedlichem Grad an Substratselektivität fungieren können.[178] 

Es wurde eine schnelle Spaltung der kurzkettigen Acetylester vermutet. Aus diesem Grund 

wurde die enzymatische Hydrolysestudie mit 2 µL einer PLE-Lösung (1 mg/mL mit 27 u/mg) 
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in PBS (pH 7.3) durchgeführt. Hydrolysestudien zur Spaltung von AB-Estern werden 

beispielsweise mit 7.5 µL einer PLE-Lösung (3 mg/mL mit 17 u/mg) durchgeführt.[138] 

Für jeden Messwert wurde eine Hydrolyselösung angesetzt. Bei dem Startwert wurde anstatt 

des Enzyms PBS verwendet. Nach der entsprechenden Inkubationszeit bei 37 °C erfolgte 

die Denaturierung und Fällung des Enzyms durch Zugabe von Methanol und einer 

fünfminütigen Behandlung bei 0 °C. Abschließend erfolgte eine Filtration der Hydrolyse-

lösung. Die Proben wurden anschließend mittels HPLC mit einem UV- und einem Massen-

detektor analysiert. Diese Methode ermöglichte zum einen die Detektion von UV-aktiven 

Verbindungen mit Hilfe eines DAD und zum anderen die Identifikation der während der 

Hydrolyse gebildeten Verbindungen durch Verwendung eines Massendetektors. Es wurde 

erwartet, dass nach und nach die O-Acetylgruppen sowie die Säureschutzgruppe gespalten 

werden würden. Des Weiteren sollte ebenfalls die Detektion von Produkten möglich sein, die 

durch eine mögliche chemische Hydrolyse oder durch Eliminierung gebildet wurden. Es 

wurden sowohl ESI+ als auch ESI- Messungen durchgeführt. Allerdings enthielten die ESI+ 

Daten mehr relevante Informationen bezogen auf die Detektion von gebildeten 

Intermediaten. Zusätzlich wurden extrahierte Ionenchromatogramme zur Identifikation von 

Intermediaten herangezogen. Da bei dem verwendeten System ein single quad detector 

verwendet wurde, wurde bei Bedarf zusätzlich die hochauflösende Massenspektrometrie 

eingesetzt. Die Hydrolyse wurde jeweils für sieben Tage durchgeführt. Die erste Messung 

wurde nach 30 Minuten durchgeführt. Weitere Messungen erfolgten nach 2 und 24 Stunden. 

Anschließend erfolgte alle 24 Stunden eine weitere Messung. 

4.2.4.1 Enzymatische Hydrolysestudie der Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 

Zunächst wurde die Hydrolyse der Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 durchgeführt. Die 

Analyse bei t0 zeigte, dass AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 in der Lösung enthalten war und dass 

diese sowohl mittels UV-Detektion (Abb. 67 HPLC-Chromatogramm oben) analysiert werden 

konnte als auch eine Detektion mittels Massenspektrometrie (Massenspektrum Abb. 67 

unten) möglich war. Die erhaltenen Massenspektren wurden immer aus der entsprechenden 

gesamten Peakfläche (HPLC-Chromatogramm) generiert. AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 hat eine 

Retentionszeit von 6.5 Minuten. Die Peakbreite kommt dadurch zustande, dass kein 

Laufpuffer verwendet wurde und somit unterschiedliche Gegenionen mit vermutlich leicht 

verschiedenen Retentionszeiten erhalten wurden. Der Peak mit einer Retentionszeit von 

6.8 Minuten enthält keine Massen, die möglichen Hydrolyseprodukten entsprechen würden. 

Die gefundenen Massen 924.3, 946.3, 968.3 konnten als [M+H]+, [M+Na]+ und [M-H+2Na]+ 

dem Ausgangsmaterial 27 zugeordnet werden. Auffällig war hier die starke Abweichung der 

berechneten zu den gefundenen Massen, obwohl zuvor eine Kalibrierung durchgeführt 

worden war. 
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Abb. 67:  Analyse von AcCMP-Neu5AcCOOMe  27 bei t0 ; HPLC-Chromatogramm (oben) und 

ESI+-MS-Spektrum (unten), (HPLC-Methode B, 272 nm). 

 

Da nach einer Inkubationszeit von 2 Stunden kein Umsatz zu erkennen war, erfolgte die 

nächste Messung nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden (Abb. 68). Erstaunlicherweise 

wurde auch hier hauptsächlich die Ausgangsverbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 detektiert 

(Abb. 68, HPLC-Chromatogramm oben). 

 

 

Abb. 68: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 nach 24 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 657.2 

(Mitte) und ESI+-MS-Spektrum (unten), (HPLC-Methode B, 272 nm). 
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Das extrahierte Ionenchromatogramm bei m/z = 567.7 (Abb. 68 Mitte) wurde generiert um zu 

überprüfen, ob die Verbindung NHAcCMP-Neu5Ac 79 als [M+H]+ in der Hydrolyselösung 

gebildet worden war. Dieses Molekül hat, berechnet für C22H34N4O17P+, eine Masse von 

657.2 [M+H]+. Weder dieses Molekül noch eines der erwarteten Intermediate konnte 

detektiert werden. 

 

Alle weiteren Analysen von 48 Stunden bis zu 7 Tage (Abb. 69) zeigten dasselbe Ergebnis. 

Aus diesem Grund wurde eine weitere Hydrolyse durchgeführt, bei der die 5-fache 

Enzymkonzentration verwendet wurde. Die Analyse dieser Hydrolysestudie zeigte keine 

Veränderung. Es muss daher davon ausgegangen werden, dass das selektiv blockierte 

Derivat AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 kein Substrat der verwendeten PLE ist. Die Verbindung 

AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 zeigte eine große Stabilität unter den gewählten Hydrolyse-

bedingungen, denn auch nach einer Inkubationszeit von 7 Tagen wurde AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 noch detektiert. Dieses Ergebnis wurde nicht erwartet, da PLE dafür 

bekannt ist, dass es eine breite Substrattoleranz hat.[178] 

 

 

Abb. 69: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 nach 7 Tagen; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 657.2 

(Mitte) und ESI+-MS-Spektrum (unten), (HPLC-Methode B, 272 nm). 

 

Da die Abweichungen der berechneten zu den gefundenen Massen mit größer eins sehr 

groß waren, wurde zusätzlich nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden die Probe mittels 

hochauflösender Massenspektrometrie analysiert (Abb. 70). 
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Abb. 70: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 nach 24 Stunden; 

HR-ESI+-MS-Spektrum. 

 

Es sollte überprüft werden, ob tatsächlich noch die Ausgangsverbindung 27 in der Lösung 

vorlag. Die Analyse zeigte, dass auch nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 detektiert wurde. Es wurden weder erwartete Intermediate noch NHAcCMP-

Neu5Ac 79 detektiert. Dies unterstützt die Vermutung, dass die Verbindung 27 kein Substrat 

der verwendeten Esterase PLE ist. 

4.2.4.2 Enzymatische Hydrolysestudie der Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 

Als zweites erfolgte die Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74. Da es sich bei AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 vermutlich nicht um ein Substrat des Enzyms PLE handelte, stand die 

Frage der Substratakzeptanz des Enzyms hier mit im Vordergrund. Zusätzlich konnte so 

überprüft werden, ob die Verwendung einer anderen Säureschutzgruppe einen Einfluss auf 

die Hydrolyseeigenschaften hatte. Die Analyse bei t0 zeigte, dass AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 in 

der Lösung enthalten war und dass diese sowohl mittels UV-Detektion (Abb. 71 HPLC-

Chromatogramm oben) als auch Massendetektion (Abb. 71 Massenspektrum unten) 

analysiert werden konnte. AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 hat eine Retentionszeit von 6.8 Minuten. 

Die beiden anderen kleinen Peaks mit einer Retentionszeit von 3.8 Minuten beziehungs-

weise 5.0 Minuten enthalten keine relevanten Massen. Der zuletzt genannte Peak wurde 

ebenfalls in einer Referenzprobe detektiert, welche nur PBS, PLE und DMSO enthielt. Das 

extrahierte Ionenchromatogramm bei m/z = 1003.2 (Abb. 71 Mitte) zeigt, dass die lipophile 

Verbindung 74 mit guter Intensität detektiert werden konnte. Die detektierten Massen 1004.4 
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und 1026.4 konnten als [M+H]+ und [M+Na]+ dem Ausgangsmaterial 74 zugeordnet werden. 

Auffällig war auch hier die starke Abweichung der berechneten zu den gefundenen Massen. 

 

 

Abb. 71:  Analyse von AcCMP-Neu5AcCOOAM  74 bei t0 ; HPLC-Chromatogramm (oben), 

extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 1003.2 (Mitte) und ESI+-MS-Spektrum 

(unten), (HPLC-Methode B, 272 nm). 

 

Die Analyse von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74  nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden 

(Abb. 72) zeigte ein deutlich anderes Ergebnis als die vergleichbare Hydrolyse von AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 (Abb. 68). AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 wurde zwar ebenfalls wie AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 noch detektiert, allerdings entstanden bei AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 viele 

Hydrolyseprodukte, die nicht Basislinien getrennt waren (Abb. 72 HPLC-Chromatogramm 

oben). Die berechnete Masse des gewünschten Hydrolyseproduktes NHAcCMP-Neu5Ac 79 

von m/ = 657.2 berechnet als [M+H]+ konnte auch hier nicht in dem extrahierten 

Ionenchromatogramm detektiert werden. Allerdings zeigte das ESI+-MS-Spektrum des im 

HPLC-Chromatogramm markierten Bereiches, dass eine Masse mit m/z = 677.9 detektiert 

worden war (Abb. 72 unten). Da auch hier starke Abweichungen der berechneten zu den 

gefundenen Masse bei der Analyse von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 festgestellt wurden, könnte 

diese Masse der Masse der Verbindung NHAcCMP-Neu5Ac 79 als [M+Na]+ entsprechen. 

NHAcCMP-Neu5Ac 79 hat berechnet für C22H33N4NaO17P+ eine Masse von m/z = 679.1 als 

[M+Na]+. 
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Abb. 72: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 24 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 1003.2 und 

bei m/z = 657.2 (mittig)  und ESI+-MS-Spektrum des im HPLC-Chromatogramm 

markierten Bereiches (unten), (HPLC-Methode B, 272 nm). 

 

Auch nach einer Inkubationszeit von 48 Stunden (Abb. 73) konnte die Masse m/z = 567.2 

nicht im extrahierten Ionenchromatogramm detektiert werden. Allerdings schien AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 vollständig umgesetzt worden zu sein, da es im extrahierten Ionen-

chromatogramm bei m/z = 1003.2 nicht mehr detektiert wurde. Das ESI+-MS-Spektrum 

desselben markierten Bereiches wie nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden zeigte 

neben der Masse von m/z = 677.6 eine weitere Masse von m/z = 655.8 (Abb. 73 unten). 

Diese Masse könnte der Masse der Verbindung NHAcCMP-Neu5Ac 79 als [M+H]+ 

entsprechen. Es konnten keine Massen detektiert werden, die zu Intermediaten gehören 

könnten, bei denen eine oder mehrere Acetylschutzgruppen abgespalten worden sind. Des 

Weiteren wurden auch keine Massen detektiert, die auf eine chemische Hydrolyse der 

glycosidischen Bindung der Verbindung 74 schließen ließ. Es wurden weder das perace-

tylierte CMP-Derivat 72 noch das entsprechende Glycal oder die entsprechenden deacety-

lierten Verbindungen detektiert. 
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Abb. 73: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 48 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 1003.2 und 

bei m/z = 657.2 (mittig) und ESI+-MS-Spektrum des markierten Bereiches  (unten), 

(HPLC-Methode B, 272 nm). 

 

 

Wie in der Abbildung 74 zu sehen ist, wurde nach einer Inkubationszeit von 120 Stunden die 

Masse 657.2 im extrahierten Ionenchromatogramm detektiert, welche der berechneten 

Masse für NHAcCMP-Neu5Ac 79 als [M+H]+ entsprechen würde. Allerdings wurden im ESI+-

MS-Spektrum des im HPLC-Chromatogramm markierten Bereiches ebenfalls die Massen mit 

m/z = 655.7 und 677.7 detektiert. Auch hier wurden keine Massen, die zu Intermediaten 

gehören könnten, bei denen eine oder mehrere Acetylschutzgruppen abgespalten worden 

sind, oder Massen, die auf eine chemische Hydrolyse der glycosidischen Bindung der 

Verbindung 74 schließen ließen, detektiert. 
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Abb. 74: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 120 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 657.2 

(Mitte) und ESI+-MS-Spektrum des markierten Bereiches (unten), (HPLC-Methode B, 

272 nm). 

 

Die erhaltenen Ergebnisse ließen keine Schlussfolgerung zu, ob Hydrolyseprodukte und 

wenn ja, welche durch das Enzym gebildet worden waren, oder ob das AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 aufgrund der Hydrolysebedingungen durch chemische Hydrolyse gespalten 

worden war. Wie auch bei der zuvor durchgeführten Hydrolysestudie von AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 wurde aus diesem Grund eine Probe nach einer Inkubationszeit von 

24 Stunden mittels HR-MS analysiert (Abb. 75). Diese zeigte, dass die lipophile Verbindung 

AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 auch nach dieser Zeit noch detektiert werden konnte. Daraus kann 

geschlussfolgert werden, dass auch dieses Molekül gegenüber chemischer Hydrolyse relativ 

stabil ist und das das Molekül 74 somit auch dem Enzym als Substrat zur Verfügung stand. 

Es wurde ebenfalls nach der Masse 657.2 gesucht, welche für das Molekül NHAcCMP-

Neu5Ac 79 als [M+H]+ berechnet worden war. Diese Masse wurde nicht detektiert. Es 

wurden dieselben Massen wie auch bei der zuvor durchgeführten Analyse mit m/z = 

655.2199 und 677.2039 detektiert (Abb. 76). Eine eindeutige Identifikation war somit nicht 

möglich. 

 



Resultate und Diskussion 

 

89 
 

Abb. 75: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 24 Stunden; 

HR-ESI+-MS-Spektrum. 

 

 

Abb. 76: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 24 Stunden; 

HR-ESI+-MS-Spektrum eines möglichen Hydrolyseproduktes.  
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Um zu überprüfen, ob die Massen m/z = 655.2199 dem erwarteten Hydrolyseprodukt 

NHAcCMP-Neu5Ac 79 zugeordnet werden könnte, wurde nach einer Inkubationszeit von 

72 Stunden diese Masse mittels MS/MS analysiert (Abb. 77). Die detektierten Massen 

m/z = 154.0612 und 176.0434 wurden als [M+H]+ und [M+Na]+ der Nucleobase Cytidin, 

welche noch die N-Acetylgruppe trug, zugeordnet. Als weiteres entsprechen die detektierten 

Massen m/z = 220.0528 und 265.1528 möglichen Spaltprodukten, welche nur noch aus dem 

Neuraminsäure-Grundgerüst bestanden. Die detektierte Masse m/z = 366.0709 wurde dem 

Spaltprodukt Cytidinmonophosphat, welches ebenfalls noch die N-Acetylgruppe trug, 

zugeordnet. Ein wichtiger Punkt dieser Analyse war zu überprüfen, ob die Phosphatbrücke 

noch intakt war. Dies wäre eine Grundvoraussetzung, damit das Molekül 74 als lipophile 

Vorläuferverbindung eingesetzt werden könnte. Die detektierten Massen m/z = 402.0776, 

444.0888 und 462.0993 entsprechen drei möglichen Spaltprodukten, bei denen die 

Phosphatbrücke noch intakt ist. Hierbei trug die Verbindung mit einer berechneten Masse 

von 444.0902 noch die N-Acetylgruppe an der C5-Position des Zuckers. Diese Analyse lässt 

die Vermutung zu, dass die Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 im Gegensatz zu der 

Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 ein Substrat des Enzyms PLE ist. Allerdings verlief die 

Hydrolyse nicht wie gewünscht selektiv zu einem Hydrolyseprodukt. 

 

 

Abb. 77: Enzymatische Hydrolysestudie von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 nach 72 Stunden; 

MS/MS der Masse 655.2199.  
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4.2.4.3 Fazit der enzymatischen Hydrolysestudien und Ausblick 

Die enzymatische Hydrolysestudie der entsprechenden lipophilen Verbindung AcCMP-

Neu5AcCOOMe 27 bzw. AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 ergaben sehr unterschiedliche Ergebnisse. 

AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 scheint kein Substrat des Enzyms PLE zu sein, da auch nach einer 

Inkubationszeit von 7 Tagen mit PLE kein Umsatz sondern nur AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 

detektiert werden konnte. 

Die Auswertung der Analyse der zweiten Verbindung AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 war dagegen 

deutlich schwieriger. AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 scheint eine ausreichende Stabilität unter den 

gewählten Hydrolysebedingungen zu haben, da auch nach einer Inkubationszeit von 

24 Stunden dieses noch detektiert werden konnte. Somit stand das AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 

dem Enzym auch als Substrat zur Verfügung. Nach einer Inkubationszeit von 120 Stunden 

wurde die Masse von m/z = 657.2, welche für das Molekül NHAcCMP-Neu5Ac 79 als [M+H]+ 

berechnet worden war, im extrahierten Ionenchromatogramm detektiert. Das zu diesem 

Chromatogramm generierte Massenspektrum zeigte abweichende Massen. Die folgende 

MS/MS-Analyse lässt die Vermutung zu, dass AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 durch das Enzym 

PLE umgesetzt worden war. Die detektierten Fragmente wiesen zum einen noch eine intakte 

Phosphatbrücke und zum anderen noch die beiden N-Acetylgruppen auf. AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 scheint somit kein Substrat einer Amidase zu sein. Ob wirklich das Molekül 

NHAcCMP-Neu5Ac 79 während der Hydrolyse gebildet wurde, konnte jedoch nicht eindeutig 

bestätigt werden. Die gefundene HR-Masse von m/z = 655.2199 hat eine zu große 

Abweichung zu der berechneten Masse von 657.1651. 

Für weitere Untersuchungen könnte die Hydrolysestudie mit einer anderen Esterase 

wiederholt werden. Auch die Verwendung anderer Estergruppen, wie beispielsweise die 

POM-Gruppe, wäre überlegenswert. Darüber hinaus sollte nach Möglichkeit keine 

Schutzgruppe an der Nucleobase verwendet werden, damit selektiv CMP-Neu5Ac 15 

gebildet werden kann. Im Allgemeinen kann gesagt werden, dass, trotz des nicht eindeutigen 

Hydrolyseergebnisses, die Basis für lipophile CMP-Neu5Ac-Derivate gelegt wurde. Die 

Darstellung der lipophilen Verbindungen AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 und AcCMP-

Neu5AcCOOAM 74 gelang nach Optimierung der Syntheseroute zuverlässig. Die 

Hydrolysestudie lässt den Schluss zu, dass AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 ein Substrat des 

Enzyms PLE ist, AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 hingegen vermutlich nicht. Somit ist auch die 

Verwendung der AM-Gruppe zur Maskierung der Säurefunktion für folgende Unter-

suchungen von zentraler Bedeutung. Durch eine Variation der verwendeten lipophilen 

Gruppen zur Blockierung der Hydroxylgruppen und des verwendeten Enzyms könnte 

eventuell ein eindeutigeres Hydrolyseergebnis erlangt werden. 
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4.3 N-Acyl-modifizierte Neuraminsäuren 

Im Rahmen einer Kooperation mit W. Reutter (Institut für Laboratoriumsmedizin, Klinische 

Chemie und Pathobiochemie, Charité Universitätsmedizin) und O. T. Keppler (Institut für 

Medizinische Virologie, Nationales Referenz Center für Retroviren, Universität Frankfurt) 

wurden drei N-Acyl-modifizierte Neuraminsäure-Derivate dargestellt. Bei den gewünschten 

Modifikationen handelte es sich um die N-Propanoyl (Prop)- 80, N-Butanoyl (But)- 81 und 

N-Pentanoyl (Pent) 82-modifizierten Neuraminsäure-Derivate. Diese wurden als Referenz-

moleküle in einer Studie unter anderem zur Untersuchung der Rolle von Sialinsäuren auf die 

Interaktion von Maus Siglec-1 und dem murine leukemia virus (MLV) verwendet. 

Die Darstellung der Derivate 80-82 (Abb. 78) erfolgte analog der von S. Wolf entwickelten 

Syntheseroute.[2] Da die Spaltung der N-Acetylgruppe zur Einführung von Modifikationen 

notwendig ist, ist die Einführung einer Schutzgruppe am anomeren Zentrum erforderlich die 

unter den Reaktionsbedingungen nicht gespalten wird. Ansonsten würde das freie Amin die 

Ketofunktion der C2-Position der offenkettigen Form der Neuraminsäure angreifen. Hierbei 

würde sich unter Wasserabspaltung eine Schiff’sche Base bilden.[179] Aus diesem Grund hat 

sich die Einführung einer Schutzgruppe vor der N-Acetylspaltung bewährt. Thioglycoside 

sind hierfür geeignet,[180] da diese die Reaktionsbedingungen im Gegensatz zu O-Glycosiden 

von stark sauren sowie stark basischen Bedingungen standhalten.[181] Auch die selektive 

Spaltung sowie Funktionalisierung ist aufgrund der unterschiedlichen nucleophilen 

Eigenschaften zwischen dem Schwefel und den Sauerstoffatomen möglich. Der Schwefel 

stellt im Gegensatz zu dem Sauerstoff ein weiches Nucleophil dar. Thioglycoside lassen sich 

beispielsweise durch N-Bromsuccinimid (NBS) in Aceton und Wasser spalten.[181-182] 

Im ersten Reaktionsschritt wurde das in Abschnitt 4.2.1.1 beschriebene peracetylierte 

β-Chlorid 68 durch Verwendung von Thiophenol in einer wässrigen Tetra-n-butylammonium-

hydrogensulfat-Lösung und Ethylacetat in einer phasenkatalysierten Glycosylierung zum 

Thioglycosid 83 umgesetzt.[169,183] Hierbei entstand durch Inversion der Konfiguration am 

anomeren Zentrum das 1,2-trans Thioglycosid 83. Dieses wurde nach säulenchromato-

graphischer Reinigung in einer Ausbeute von 77% erhalten. Bei dieser Reaktion dienten das 

Hydrogensulfatsalz als Phasenkatalysator und Wasser und Ethylacetat als Zwei-Phasen-

System. Durch die Reaktionsbedingungen entstand als Nebenprodukt das Glycal 69. Diese 

Reaktion findet generell bei basisch katalysierten Reaktionen von Neuraminsäure-

halogeniden durch konzertierte Eliminierung des axialen Protons an der C3-Position sowie 

des Chlorids an der C2-Position statt.[184] 

Im zweiten Reaktionsschritt erfolgte die Einführung der N-Acyl-Modifikation. Zunächst 

erfolgte die Spaltung aller Acetylgruppen in Methanol mit einem großen Überschuss an 

Methansulfonsäure. Die Bildung des freien Amins wurde durch Anfärben mit einer Ninhydrin-

Lösung verfolgt. Für die folgende Acylierung unter basischen Bedingungen erfolgte die 
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Zugabe von Triethylamin. Zur Vermeidung einer Veresterung mit dem Lösungsmittel wurde 

der Reaktionsansatz auf 0 °C gekühlt. Die Acylierung wurde durch Zugabe des 

entsprechenden Carbonsäureanhydrids gestartet. Nach vollständiger Umsetzung des Amins 

wurde das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. 

Im letzten Reaktionsschritt erfolgte die Acetylierung aller freien funktionellen Gruppen unter 

Standardbedingungen mit Essigsäureanhydrid in Pyridin. Die N-Acyl-modifizierten Thio-

glycoside 84-86 wurden nach wässriger Aufarbeitung und säulenchromatographischer 

Reinigung in Ausbeuten von 22-50% erhalten. Als Nebenreaktion trat im dritten 

Reaktionsschritt zum einen die Rückbildung des Eduktes durch Acetylierung des Amins auf. 

Zum anderen wurden diese Reaktionen lediglich einmal durchgeführt, so dass diese 

Ausbeuten nicht repräsentativ sind. 

Abschließend erfolgte die Spaltung des entsprechenden Thioglycosids mit NBS in einem 

Gemisch aus Aceton und Wasser 20:1 v/v. Die Produkte 80-82 wurden ebenfalls nach 

wässriger Aufarbeitung und säulenchromatographischer Reinigung in Ausbeuten von 48-

64% erhalten. Auch diese Reaktionen wurden lediglich einmal durchgeführt. 

Nach der erfolgreichen Darstellung der gewünschten N-Acyl-modifizierten Neuraminsäure-

Derivate 80-82 wurden diese den Kooperationspartnern zur Verfügung gestellt. Es konnte 

festgestellt werden, dass die N-Acyl-Seitenkette eine entscheidende Determinante für die 

Maus Siglec-1 MLV Interaktion ist.[185] 

 

 

Abb. 78: Synthese N-Acyl-modifizierter Neuraminsäure-Derivate 80-82.  

 

68 83 



Resultate und Diskussion 

 

94 
 

4.4 Darstellung von bioreversibel maskierten, lipophilen Adenosin-

diphosphat-Ribose-Derivaten 

Der Einsatz von Nucleosid/Nucleotid-Analoga als Antikrebs- und antivirale Agenzien ist 

allgemein bekannt. Hierzu gehören der Wirkmechanismus sowie die Vor- und Nachteile 

bezogen auf den Einsatz solcher Analoga. Ein Problem ist beispielsweise eine ineffiziente 

Phosphorylierung innerhalb der Zelle.[186-191] Nucleotide können aufgrund ihrer negativen 

Ladung die Zellmembran nicht passieren. Daher werden als lipophile Analoga häufig 

Prodrugs eingesetzt. Solch ein Prodrug muss eine ausreichende Stabilität außerhalb der 

Zelle aufweisen sowie, wie bereits in Abschnitt 4.2 erwähnt, eine selektive und schnelle 

Freisetzung des Nucleotids innerhalb der Zelle ermöglichen.[88] 

In unserer Arbeitsgruppe wurden über die Jahre mehrere Prodrug-Konzepte für Nucleotide 

entwickelt. Dazu gehören das DiPPro-Konzept für Nucleosiddiphosphate (NDPs) und das 

TriPPPro-Konzept für Nucleosidtriphosphate (NTPs). In beiden Fällen konnte gezeigt 

werden, dass das entsprechende Nucleosiddiphosphat beziehungsweise -triphosphat 

selektiv innerhalb der Zelle freigesetzt wird. Es werden sowohl lipophile als auch enzyma-

tisch spaltbare Acyloxybenzyl- (AB)-Komponenten als Masken für das β-Phosphat (NDPs) 

oder ɣ-Phosphat (NTPs) verwendet.[134-136,138] Die verbleibende(n) negative(n) Ladung(en) 

werden nicht maskiert, da die Phosphatanhydridbindung von diesen kinetisch stabilisiert 

wird. Der enzymatische Spaltungsmechanismus einer AB-Maske wurde bereits in dem 

Abschnitt 4.2 beschrieben. Die AB-Masken ermöglichen eine hohe chemische Stabilität, da 

zum einen die Spaltung der Maske enzymatisch erfolgt und zum anderen ist die Spaltungs-

stelle räumlich von der labilen Phosphatanhydridbindung getrennt. Dies wird gewährleistet, 

da die Esterfunktion nicht direkt an dem Phosphat gebunden ist. Zum anderen wird eine 

geringe intrazelluläre Stabilität erreicht, welche zu einer selektiven Freisetzung des entspre-

chenden Nucleotids führt.[136,139] Des Weiteren korreliert die Stabilität mit der Alkylkettenlänge 

der Acyl-Einheit: Je länger die Alkylkette ist, desto größer ist die Stabilität des Prodrugs. 

Damit ist es möglich, über die Alkylkettenlänge die Lipophilie, Stabilität und Metabolisierung 

des Prodrugs zu kontrollieren.[134,137] 

Neben den NDPs und NTPs gibt es weitere Substanzklassen, die eine Nucleotidstruktur 

beinhalten. Hierzu gehören beispielsweise Zuckernucleotide. Aufgrund des Erfolges des 

DiPPro- und des TriPPPro-Konzeptes sollte eine Erweiterung auf Zuckernucleotide erfolgen. 

Adenosindiphosphat-Ribose (ADPR) 21 stellt hierfür einen interessanten und biologisch 

wichtigen Vertreter dieser Verbindungsklasse dar. ADPR 21 ist, wie in Abschnitt 2.1.2.2 

beschrieben, der potenteste Aktivator des Ionenkanals transient receptor potential melasta-

tin 2 (TPRM2). Deswegen sind Studien zur Aufklärung des Aktivierungsmechanismus von 

TRPM2 durch ADPR 21 von zentraler Bedeutung. Zusätzlich stellt TRPM2 einen möglichen 
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Ansatzpunkt dar, um Erkrankungen zu bekämpfen, welche durch oxidativen Stress ausgelöst 

werden. In diesem Zusammenhang zeigt die Studie der Arbeitsgruppe von J. Yue[38] das 

Potential von zellgängigen monomaskierten ADPR-Derivaten. Allerdings kam es hauptsäch-

lich bei der Abspaltung der verwendeten caged-Einheit durch Photolyse zu Problemen. 

Diese sind in Abschnitt 2.1.2.3 näher beschrieben. Die Verwendung einer anderen kovalent, 

aber bioreversibel gebundenen, chemischen Modifikation, welche einen anderen Spaltungs-

mechanismus als Photochemie beinhaltet, würde ebenfalls zu einem membranpermeablen 

ADPR-Derivat führen. Dies könnte beispielsweise durch die Verwendung einer AB-Maske, 

welche von Esterasen gespalten wird, ermöglicht werden. Der Vorteil wäre, dass die 

entstandene Verbindung nach der intrazellulären enzymatischen Spaltung der bioreversiblen 

Gruppe aufgrund der entstandenen negativen Ladung innerhalb der Zelle verbleiben würde. 

Der chemische Zugang zu solch einer Verbindungsklasse ist sehr limitiert. Die Entwicklung 

einer effektiven Synthesestrategie zur Darstellung eines solchen bioreversibel maskierten, 

lipophilen ADPR-Derivates, welches nur an einem der beiden möglichen Phosphate maskiert 

ist, ist daher zwingend erforderlich. In diesem Zusammenhang stellte die Erweiterung der 

DiPPro- und TriPPPro-Konzepte zu einem Zuckernucleotid-Konzept einen vielversprechen-

den Ansatz dar. Die Studie von J. Yue zeigt, dass am Phosphat monomaskierte ADPR-

Derivate die Zellmembran von sowohl HEK293 als auch Jurkat-Zellen passieren können. 

In dieser Arbeit sollte daher zum einen versucht werden, ein ebenfalls monomaskiertes 

ADPR-Derivat mit einer bioreversiblen Maske darzustellen, bei dem alle Hydroxylgruppen 

und die Aminogruppe der Nucleobase ungeschützt vorliegen. Die Herausforderung der 

Synthese liegt bei den ungeschützten funktionellen Gruppen, da die Bildung von 

Nebenprodukten nur schwer verhindert werden kann. Zum anderen sollten lipophile ADPR-

Derivate dargestellt werden, die neben der bioreversiblen Maske noch kurzkettige 

Esterfunktionen tragen. Um eine Zellpermeabilität von polaren Molekülen zu erreichen, 

werden unter anderem Acetylschutzgruppen eingesetzt (Abschnitt 2.1.1.7). Diese können 

durch Esterasen bzw. Amidasen gespalten werden. Da die C5AB-Maske ebenfalls durch 

Esterasen gespalten werden kann, sollten weitere enzymatisch spaltbare Gruppen bei der 

späteren enzymatischen Freisetzung von ADPR 21 unproblematisch sein. Hier sollten, 

bezogen auf die Riboseeinheit, anomerenreine Verbindungen dargestellt werden. Auch die 

Synthese anomerenreiner Verbindungen stellt eine Herausforderung dar, da eine Trennung 

der Anomere nicht zwingend möglich ist. Durch die Entwicklung eines anomerenreinen 

Syntheseprotokolls wäre auch die Anwendbarkeit auf weitere Zuckernucleotide, bei denen 

eine anomerenreine Darstellung von zentraler Bedeutung ist, möglich. 

Um zu überprüfen, ob solch ein lipophiles ADPR-Derivat bei physiologischem pH-Wert 

(pH 7.3) stabil ist und ob ADPR 21 von entsprechenden Enzymen freigesetzt wird, sollten 

sowohl chemische als auch enzymatische Hydrolysestudien durchgeführt werden. Durch die 
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Verwendung von ADPR 21 als Grundbaustein ist es möglich, sowohl die Erweiterung der 

Prodrug-Konzepte zu erreichen, als auch eine lipophile Verbindung für potentielle TRPM2-

Studien darzustellen. 

4.4.1 Darstellung von lipophilen ADPR-Derivaten 

Für die Synthese eines lipophilen ADPR-Derivates, welches nur eine Maskeneinheit an 

einem der beiden Phosphate trägt, war es wichtig, dass die Maske an das gewünschte 

Phosphat gebunden wird und erst dann die Bildung der Pyrophosphatbindung in dem letzten 

Syntheseschritt erfolgt. Ansonsten erfolgt die Einführung der Maskeneinheit wahrscheinlich 

nicht selektiv an der gewünschten Phosphatgruppe. Diese Problematik zeigte sich bereits bei 

der Synthese der NPE-caged ADPR-Derivate von J. Yue.[38] Hier erfolgte die Umsetzung der 

NPE-Maske direkt mit ADPR 21, was zur Bildung mehrerer Produkte führte. 

Um eine hohe Effizienz der Synthese zu erreichen war die Verwendung einer Methode 

wichtig, die sich durch kurze Reaktionszeiten, hohe Ausbeuten sowie hohe Kupplungsraten 

auszeichnet. Die AB-Masken, welche in den DiPPro- und TriPPPro-Konzepten verwendet 

werden, werden mittels der Phosphoramiditchemie in das Molekül eingebracht. Diese 

Methode schien ideal, da bereits die Darstellung von NDP-Zuckern mittels der Phosphor-

amiditchemie erfolgreich von van der Marel et al.[118] durchgeführt worden ist (Abschnitt 

2.2.1.1). Die Darstellung erfolgt durch Umsetzung eines Zuckerphosphates mit einem nicht-

symmetrischen Phosphoramidit, welches ein Nucleosid und eine Cyanoethylgruppe enthält. 

Bei dieser Methode werden alle Anforderung von kurzen Reaktionszeiten, hohen Kupplungs-

raten und guten Ausbeuten erfüllt. 

Bei einem lipophilen ADPR-Derivat ist es generell möglich, dass sich die Maskeneinheit 

entweder an dem α-Phosphat oder an dem β-Phosphat befindet. Bei dem Einsatz der 

Phosphoramiditchemie wäre entweder die Synthese eines Phosphoramidites nötig, das die 

Riboseeinheit und die AB-Maske beinhaltet (Maskierung am β-Phosphat) oder eines, das 

Adenosin und die AB-Maske trägt (Maskierung am α-Phosphat). Zum einen wurden in dieser 

Arbeit bereits erfolgreich die nicht-symmetrischen Phosphoramidite C2AB-(5‘-O-cytidinAc)-

phosphoramidit 60 und pMPhAB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 61, die ein Nucleosid und eine 

AB-Maske tragen, dargestellt (Abschnitt 4.2.1.1) und zum anderen werden bei der Synthese 

von van der Marel[118] (Abschnitt 2.2.1.1) hierzu analoge Kupplungsbausteine eingesetzt. 

Somit sollte in dieser Arbeit eine Maskierung von ADPR 21 an dem α-Phosphat erfolgen. 

Als enzymatisch spaltbare Maske am Phosphat sollte eine 4-Pentanoyloxybenzyl (C5AB)-

Maske verwendet werden. Diese wurde sowohl intensiv im Rahmen des DiPPro-

Konzeptes[138] als auch im Rahmen der TriPPPro-Methode untersucht.[134] 

Zur Darstellung des ADPR-Derivates 87 sollten, wie in dem Retrosyntheseschema in 

Abbildung 79 gezeigt, zwei Bausteine verwendet werden: Das 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-
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adenosin)phosphoramidit 88, welches Adenosin und die C5AB-Maske enthalten sollte, und 

das D-Ribosyl-5-monophosphat 89. Die Darstellung des nicht-symmetrischen Phosphor-

amidites C5AB-(5’-O-adenosin)phosphoramidit 88 sollte durch Umsetzung von 4-Pentanoyl-

oxybenzyl-bis(diisopropylamino)phosphoramidit 90 mit Adenosin 91 erfolgen. 

 

 

Abb. 79: Retrosyntheseschema zur Darstellung des monomaskie rten 

Adenosindiphosphat-Ribose- (ADPR)-Derivates C5AB-ADPR 87.  
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Der zweite Baustein 89 sollte aus einem vollständig geschützten D-Ribosyl-5-monophosphat 

erhalten werden. Dieses sollte aus der selektiv geschützten Ribose 92 generiert werden, 

welche über zwei Stufen aus D-Ribose 93 synthetisiert werden sollte. 

Die Retrosynthese zur Darstellung der anomerenreinen, am α-Phosphat maskierten 

peracetyl- ADPR-Derivate C5AB-ADPα- und β-RAc α- und β-94 ist in Abbildung 80 dargestellt. 

 

 

Abb. 80:  Retrosyntheseschema zur Darstellung von C5AB-ADPα- und β-RAc  α- und β-94.  
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Die anomerenreinen ADPR-Derivate C5AB-ADPα- und β-RAc α- und β-94 sollten ausgehend 

von dem nicht-symmetrischen Phosphoramidit 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-adenosinAc)-

phosphoramidit 95 und dem entsprechenden O-Acetyl-blockierten α- bzw. β-D-ribosyl-5-

monophosphat α- und β-96 dargestellt werden. Der erste Baustein, das nicht-symmetrische 

Phosphoramidit 95, sollte durch Umsetzung von 4-Pentanoyloxybenzyl-bis-(diisopropyl-

amino)phosphoramidit 90 mit N4-Acetyl-2’,3’-di-O-acetyladenosin 97 erfolgen. Dieses sollte 

über zwei Stufen aus Adenosin 91 generiert werden. Der zweite Baustein, die O-Acetyl-

geschützten Monophosphate α- und β-96, sollten aus einem vollständig geschützten α- bzw. 

β-D-Ribosyl-5-monophosphat erhalten werden. 

4.4.1.1 Synthese von 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-adenosin)phosphoramidit 88 

Bei der Syntheseroute zur Darstellung des C5AB-(5’-O-adenosin)phosphoramidites 88 

(Abb. 81) waren die Herausforderungen die nicht blockierten sekundären Hydroxylgruppen 

sowie das freie Amin an der Nucleobase. Diese könnten ebenfalls mit dem eingesetzten 

Phosphordiamidit 90 reagieren. Die höhere Reaktivität der primären Hydroxylgruppe sollte 

trotzdem überwiegend zu dem 5‘-O-Phosphoramidit 88 führen. Das Diamidit 90 wurde 

freundlicherweise von T. Nack zur Verfügung gestellt. 

Die Darstellung erfolgte analog des Protokolls zur Darstellung der C2AB- bzw. pMPhAB-(5‘-O-

cytidinAc)phosphoramidite 60 bzw. 61 (Abschnitt 4.2.1.1). Um die denkbaren Nebenreak-

tionen möglichst zu vermeiden, wurden lediglich 1.1 Äquivalente des Diamidites 90 

eingesetzt. Des Weiteren wurde Dimethylformamid als Lösungsmittel für Adenosin 91 

verwendet. Zu Beginn der Reaktion wurden 1.0 Äquivalente DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in 

Acetonitril) eingesetzt. Da auch nach 30 Minuten Reaktionszeit noch kein vollständiger 

Umsatz zu beobachten war, wurden weitere 0.1 Äquivalente DCI-Aktivatorlösung zu dem 

Reaktionsansatz gegeben. Dies brachte jedoch keinen Erfolg. Nach einer Stunde Reaktions-

zeit wurde die Reaktion durch Entfernung des Lösungsmittels abgebrochen, um denkbare 

Nebenreaktionen zu vermeiden. Eine Verbesserung des Umsatzes konnte durch eine 

portionsweise Zugabe der DCI-Aktivatorlösung in 0.25 Äquivalenten-Portionen erreicht 

werden. Die Zugabe erfolgte alle fünf Minuten bis 1.0 Äquivalente zu dem Reaktionsansatz 

gegeben waren. Nach der letzten Zugabe war ein vollständiger Umsatz erreicht. Die 

Reaktionszeit verkürzte sich dadurch auf 20 Minuten. 
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Abb. 81: Synthese von C5AB-(5’-O-adenosin)phosphoramidit  88.  

 

Die Reinigung des Produktes 88 erfolgte am Chromatotron mit einem Zusatz von 

Triethylamin. Die zugesetzte Base sollte eine saure Hydrolyse des Produktes 88 während 

der Chromatographie auf der Chromatotronplatte verhindern. Eine vollständige Isolierung 

des Produktes 88 gelang auch nach zweimaliger chromatographischer Reinigung nicht. 

Aufgrund der Labilität des Produktes 88 gegenüber saurer Hydrolyse wurde auf einen 

weiteren Reinigungsschritt verzichtet. Das Produkt liegt als Diastereomerengemisch (1:1) 

vor. Das 31P-NMR-Spektrum (Abb. 82) zeigt die typische Verschiebung für diese 

Phosphoramidite von 149.7 und 148.7 ppm. Die Verunreinigungen mit einer chemischen 

Verschiebung von 122.2 ppm und 9.4/9.2 ppm konnten nicht abgetrennt werden. Bei der 

Verunreinigung mit einer chemischen Verschiebung von 122.2 ppm könnte es sich 

beispielsweise um ein Phosphit handeln. Dieses könnte durch einen weiteren Angriff von 

Adenosin auf das bereits gebildete Phosphoramidit 88 entstanden sein. Bei den Peaks mit 

einer Verschiebung von 9.4/9.2 ppm handelt es sich vermutlich um ein Phosphoramidat, 

welches als Diastereomerengemisch vorliegt. Dies könnte während der chromato-

graphischen Reinigung oder auch durch das erneute Lösen für die NMR-Probe durch 

Reaktion mit Luftsauerstoff entstanden sein. Des Weiteren könnte es sich bei dem 

Nebenprodukt auch um ein H-Phosphonat handeln. Es war weder die Isolation des 

Produktes noch die der Nebenprodukte erfolgreich, da das Produkt aufgrund der polaren 

funktionellen Gruppen, über einen sehr breiten Bereich von der Chromatotronplatte eluierte. 

Die Nebenprodukte konnten somit auch nach einem zweiten Reinigungsschritt nicht von dem 

Produkt abgetrennt werden. Aus diesem Grund war ebenfalls eine Identifizierung der 

Nebenprodukte nicht möglich. 

Bei einer erfolgreichen Synthese des benötigten Monophosphates 89 sollte das nicht 

vollständig gereinigte Phosphoramidit 88 zur Darstellung der C5AB-ADPR 87 eingesetzt 

werden. Die Verunreinigungen könnten sich vermutlich bei der Reinigung des Produktes 87 

aufgrund anderer Polaritäten und Stabilitäten der Verbindung 87 besser abtrennen lassen. 

91 

90 

88 
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Abb. 82:  31P-NMR-Spektrum des C5AB-(5’-O-adenosin)phosphoramidites 88.  

4.4.1.2 Synthese von 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidit 95 

Als Nächstes erfolgte die Darstellung des peracetylierten Phosphoramidites C5AB-(5’-O-

adenosinAc)phosphoramidit 95. Die Verwendung von Acetylschutzgruppen bei der Synthese 

eines nicht-symmetrischen Phosphoramidites war bereits bei der Darstellung der C2AB- und 

pMPhAB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidite 60 und 61 erfolgreich (Abschnitt 4.2.1.1). Für die 

Synthese des C5AB-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidites 95 (Abb. 83) wurde N4-Acetyl-2’,3’-di-

O-acetyladenosin 97 benötigt. Dieses wurde analog der Synthese des 2’,3’-Di-O-

acetyluridins 48 (Abschnitt 4.1.1.1) synthetisiert. Die 5‘-OTBDMS und peracetylierten 

Adenosin-Derivate 98 und 99 wurden in einer Ausbeute von 44% und 55% erhalten. Auffällig 

war hier, dass als Hauptprodukt das zweifach an der Aminogruppe acetylierte Produkt 99 

entstand. Dies wurde nicht erwartet, da beispielsweise bei der Darstellung des N4-Acetyl-

2’,3’-diacetylcytidins 64 (Abschnitt 4.2.1.1) das an der Base zweifach acetylierte Produkt 

lediglich in sehr geringem Maße erhalten wurde. Die Abspaltung der TBDMS-Gruppe erfolgte 

mittels Triethylamin-Trihydrofluorid. N4-Acetyl-2’,3’-di-O-acetyladenosin 97 wurden quantitativ 

erhalten, während das Derivat 100 in einer Ausbeute von 84% erhalten wurde. In diesem Fall 

entstand in geringem Maße auch das an der Nucleobase einfach geschützte Derivat 97. Für 

die folgende Synthese wurde nur das Derivat 97 eingesetzt. 
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Abb. 83: Synthese von C5AB-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidit 95.   

 

Im letzten Syntheseschritt erfolgte die Darstellung des C5AB-(5’-O-adenosinAc)phos-

phoramidites 95 analog des Protokolls zur Darstellung des C2AB- bzw. pMPhAB-(5‘-O-

cytidinAc)phosphoramidites 60 bzw. 61 durch Umsetzung des Adenosin-Derivates 97 mit dem 

C5AB-Phosphordiamidit 90. Das C5AB-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidit 95 wurde in einer 

Ausbeute von 69% als Diastereomerengemisch (1:1) nach Reinigung am Chromatotron 

erhalten. In diesem Fall war trotz der eingesetzten Acetylschutzgruppen die Verwendung von 

lediglich 1.1 Äquivalenten des Diamidites 90 entscheidend. Bei dem Einsatz von 

1.5 Äquivalenten, wie bei den anderen Synthesen zur Darstellung von nicht-symmetrischen 

Phosphoramiditen, kam es zur Bildung eines nicht UV-aktiven Nebenproduktes, welches 
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einen sehr ähnlichen Rf-Wert wie das Produkt 95 hatte. Eine Reinigung des Produktes 95 

war in diesem Fall nicht möglich. Durch die Verringerung der Äquivalente auf 1.1 Äquiv. 

gelang die Reinigung der Verbindung 95 problemlos. Über diese Syntheseroute erfolgte die 

Darstellung des für die Synthese der anomerenreinen ADPR-Derivate α- und β-94 benötigten 

Bausteins C5AB-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidit 95 über drei Stufen und in hohen 

Ausbeuten. 

4.4.1.3 Synthese von 1,2,3-Triacetyl-α- und -β-D-ribose α- und β-92 

Für die Darstellung der benötigten Zuckerphosphat-Bausteine α- und β-96 war es notwendig, 

eine Syntheseroute zu entwickeln, die sowohl die selektive Phosphorylierung an der 

C5-Position als auch eine Trennung der Anomere ermöglichte. Die Darstellung der 

anomerenreinen, lipophilen ADPR-Derivate α- und β-94 sollte durch Umsetzung des 

entsprechenden anomerenreinen Zuckerphosphates erfolgen. Um dies zu erreichen, war 

eine Trennung der Anomere vor dem finalen Syntheseschritt notwendig. Um selektiv an der 

C5-Position der Ribose zu phosphorylieren, wurde 1,2,3-Triacetyl-α- und -β-D-ribose α-/β-92 

benötigt. Der chemische Zugang zu dieser Verbindung ist sehr limitiert, da es nur wenige 

Publikationen hierzu gibt. In zwei beschriebenen Syntheseansätzen erfolgt die Darstellung 

von 1,2,3-Triacetyl-α- und -β-D-ribose α-/β-92 in einer orthogonalen Zweistufensynthese 

ausgehend von D-Ribose 93. Als Schutzgruppe für die 5-O-Position wird eine Monomethoxy-

trityl (MMTr)-Gruppe verwendet. Die verbleibenden Hydroxylgruppen werden acetyliert. Nach 

der Spaltung der MMTr-Gruppe ist in einem Fall die Trennung der Anomere durchgeführt 

worden.[192-193] Zur Blockierung der C5-Position von sowohl Nucleosiden als auch 

Kohlenhydraten werden neben der MMTr-Gruppe auch die TBDMS-Gruppe und die 

4,4‘-Dimethoxytrityl- (DMTr)-Schutzgruppe erfolgreich eingesetzt.[194-195] Da sich die DMTr-

Gruppe schneller unter sauren Bedingungen spalten lässt als die MMTr-Gruppe,[196] wurde 

diese zunächst verwendet. Darüber hinaus ist die DMTr-Gruppe sterisch anspruchsvoller als 

die TBDMS-Schutzgruppe. Es wurde angenommen, dass die Reaktion aufgrund einer 

möglichen sterischen Hinderung bevorzugt an der 5-Hydroxylgruppe und nicht an der 

1-Hydroxylgruppe stattfinden würde. Des Weiteren erfolgt die Abspaltung der DMTr-

Schutzgruppe unter sauren Bedingungen und nicht wie bei der TBDMS-Gruppe mit 

fluoridhaltigen Reagenzien. 

Zunächst wurde D-Ribose 93 mit 4,4‘-Dimethoxytritylchlorid (DMTrCl) umgesetzt (Abb. 84 

oberer Syntheseweg). Es wurde mit 1.1 Äquivalenten gestartet und bis zur vollständigen 

Umsetzung des Eduktes erfolgte die weitere Zugabe von DMTrCl in Portionen von 0.1 Äquiv. 

Anschließend wurde Essigsäureanhydrid zur Acetylierung der verbleibenden drei Hydroxyl-

gruppen zu dem Reaktionsansatz gegeben. Um eine saure Abspaltung der DMTr-Gruppe 

durch die während der Reaktion entstehende Essigsäure zu verhindern, wurde eine 

äquimolare Menge an Triethylamin, bezogen auf Essigsäureanhydrid, eingesetzt. Das 
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vollständig blockierte Produkt α-/β-101 wurde ohne weitere Reinigung umgesetzt. Zur 

Abspaltung der DMTr-Gruppe wurde eine katalytische Menge para-Toluolsulfonsäure 

(pTsOH) eingesetzt. Nach der säulenchromatographischen Reinigung wurden zwar 

Fraktionen erhalten, die vermutlich das Produkt α-/β-92 enthielten, jedoch waren die 

erhaltenen Mengen sehr gering und noch nicht vollständig gereinigt. Aufgrund der geringen 

Menge wurde auf eine weitere Reinigung verzichtet. Auch der Versuch, das Produkt α-/β-101 

vor der Entfernung der DMTr-Schutzgruppe am Chromatotron zu reinigen, brachte keinen 

Erfolg. Das Produkt α-/β-101 konnte auch nach mehrfacher Reinigung am Chromatotron 

nicht isoliert werden. Zum einen waren Verunreinigungen von DMTr-Resten enthalten und 

zum anderen wurden Fraktionen erhalten, in denen nicht identifizierbare Nebenprodukte 

enthalten waren. Die Fraktionen, in denen das Produkt α-/β-101 enthalten war und die nur 

wenig Verunreinigungen von DMTr-Resten enthielten, wurden weiter umgesetzt. Auch hier 

konnte nach der Zugabe von pTsOH und anschließender säulenchromatographischer 

Reinigung kein Produkt α-/β-92 erhalten werden. In diesem Fall wurde keine Fraktion 

erhalten, die das Produkt α-/β-92 enthielt. 

Als nächstes wurde die TBDMS-Gruppe zur Blockierung der 5-Hydroxylgruppe eingesetzt 

(Abb. 84 unterer Syntheseweg). Die Verwendung der TBDMS-Gruppe ergab bereits bei den 

durchgeführten Nucleosidsynthesen sehr gute Ergebnisse (Abschnitte 4.1.1.1, 4.2.1.1 und 

4.4.1.2). Die Synthese der Produkte α-/β-92 erfolgte somit analog der Protokolle zur 

Darstellung selektiv geschützter Nucleoside. Zunächst erfolgten eine Blockierung der 

5-Hydroxylgruppe mit TBDMSCl und eine Peracetylierung der verbleibenden Hydroxyl-

gruppen. Abschließend wurde die TBDMS-Gruppe durch Verwendung von Triethylamin-

Trihydrofluorid gespalten. Die vollständig blockierte D-Ribose α-/β-102 wurde in einer 

Gesamtausbeute von 64% in einem 1:1-Anomerenverhältnis erhalten. Die etwas geringere 

Ausbeute im Vergleich zu den Nucleosiden kann dadurch erklärt werden, dass es vermutlich 

zu Nebenreaktionen mit der in diesem Fall freien 1-Hydroxylgruppe kam. Es war möglich, die 

Anomere mittels Säulenchromatographie zu trennen. Beide Anomere α-/β-92 wurde jeweils 

in einer Ausbeute von 23% erhalten. Weitere 18% lagen noch als Mischfraktion der beiden 

Anomere vor. Anschließend erfolgte jeweils die Abspaltung der TBDMS-Gruppe. Das 

α-Anomer α-92 wurde in einer Ausbeute von 90% und das β-Anomer β-92 wurde in einer 

ähnlichen Ausbeute von 89% erhalten. 
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Abb. 84:  Synthese von 1,2,3-Triacetyl-α- und -β-D-ribose α- und β-92.  

 

Durch Verwendung der TBDMS-Schutzgruppe für die 5-Hydroxylgruppe gelang die 

Darstellung von 1,2,3-Triacetyl-α- und -β-D-ribose α- und β-92 in guten Ausbeuten. Des 

Weiteren war es bereits auf der ersten Stufe möglich, die beiden Anomere zu trennen. Somit 

war eine zentrale Anforderung an die Syntheseroute zur Darstellung der anomerenreinen 

ADPR-Derivate α- und β-94 erfüllt. Die Verwendung der MMTr-Gruppe war somit nicht mehr 

erforderlich. 

4.4.1.4 Versuch der Synthese von D-Ribosyl-5-monophosphat 89 sowie Darstellung 

von 1,2,3-Tri-O-acetyl-α- und -β-D-ribosyl-5-monophosphat α- und β-96 

Zunächst erfolgte die Darstellung der anomerenreinen komplett geschützten Ribose-

phosphate 103 und 104 (Abb. 85). Die Phosphorylierung kann unter anderem durch 

Verwendung von PIII-Phosphoramiditen erfolgen. Diese können unterschiedliche Schutz-

gruppen an dem Phosphoratom tragen. Es wurden zwei unterschiedlich spaltbare Gruppen 

verwendet, um zu überprüfen, ob verschiedene Reaktionsbedingungen einen Einfluss auf die 

Darstellung des D-Ribosephosphates 89 haben. Darüber hinaus sollte dadurch eine 

individuell anwendbare Syntheseroute erreicht werden. Zum einen wurde das kommerziell 

erwerbliche Phosphoramidit 105, welches zwei Benzyl (Bn)-Gruppen trägt, verwendet. Diese 

93 

101 

β-92 α-92 

α-102 

β-102 
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Gruppen können durch hydrogenolytische Spaltung sowohl in Gegenwart von Acetylschutz-

gruppen als auch je nach Reaktionsbedingungen gleichzeitig mit Acetylschutzgruppen 

gespalten werden.[197] Zum anderen wurde das Phosphoramidit 106, welches zwei 

9-Fluorenylmethyl (Fm)-Gruppen trägt, eingesetzt. Diese Gruppen können durch β-Elimi-

nierung unter trockenen und milden basischen Bedingungen in verschiedenen Lösungs-

mitteln auch neben Acetylschutzgruppen gespalten werden.[198-200] Durch Verwendung nicht 

trockener Bedingungen ist es möglich, die Fm-Gruppen und die Acetylgruppen in einem 

Schritt zu spalten. Die Abspaltung kann sowohl mit Triethylamin als auch mit Piperidin 

erfolgen.[201] 

Die Darstellung des Bis(fluorenylmethyl)phosphoramidites 106 (Abb. 85 rechts) basierte auf 

dem Syntheseprotokoll von Bialy et al.[199] Es erfolgt eine Umsetzung des Dichloro-N,N-

(diisopropyl)phosphoramidites 107, welches freundlicherweise von M. Winkler zur Verfügung 

gestellt wurde, mit 9-Fluoroenylmethanol 108. Durch Änderung der Zugabereihenfolge, der 

verwendeten Base, der Reaktionszeit und der Pufferkonzentration gelang die Darstellung 

des Fm-Phosphoramitides 106 in quantitativer Ausbeute. Nach wässriger Aufarbeitung 

zeigten sowohl das 1H-NMR-Spektrum als auch das 31P-NMRSpektrum eine sehr hohe 

Reinheit, so dass auf eine weitere Reinigung verzichtet wurde. 

 

Die Darstellung der vollständig blockierten Ribosephosphate 103 und 104 (Abb. 85) erfolgte, 

wie in Abschnitt 4.2.1.2 beschrieben, angelehnt an das Protokoll zur Darstellung der CMP-

Neu5Ac-Derivate 58 bzw. 59. Die Ribosephosphate 105 und 106 wurden durch DCI-

vermittelte Kupplung durch Umsetzung von 1,2,3-Triacetyl-α- bzw. -β-D-ribose α- bzw. β-92 

mit dem entsprechenden Phosphoramidit 105 bzw. 106 und anschließender Oxidation mit 

tert-Butylhydroperoxid synthetisiert. Die Reaktion wurde bei Raumtemperatur und nicht bei 

0 °C durchgeführt und die Zugabe der DCI-Lösung (0.25 M in Acetonitril) erfolgte nicht 

portionsweise. Bereits nach einer Reaktionszeit von 5 Minuten war ein vollständiger Umsatz 

erreicht. Das vollständig blockierte Bn-Ribosephosphat 103 konnte nach säulenchromato-

graphischer Reinigung in einer Ausbeute von 89% und das Fm-Ribosephosphat 104 konnte 

in einer Ausbeute von 78% erhalten werden. 
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Abb. 85:  Synthese von 1,2,3-Tri-O-acetyl-α- und -β-D-ribosyl-5-monophosphat α- und 

β-96 sowie Versuch der Synthese von D-Ribosyl-5-monophosphat 89 .  
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Die Synthese des D-Ribosyl-5-monophosphates 89 sollte aus den komplett geschützten 

Ribosephosphaten 103 bzw. 104 erfolgen (Abb. 85 links). Zur Entfernung der Benzyl- und 

Acetylgruppen wurde das Bn-Phosphoramidit 103 in einem Gemisch aus CH3OH/H2O/Et3N 

gelöst, mit einer katalytischen Menge Palladiumhydroxid versetzt und unter Wasserstoff-

atmosphäre gerührt. Nach 18 Stunden Reaktionszeit war kein Edukt mehr detektierbar. 

Allerdings wurden bereits mehrere Produkte mittels Dünnschichtchromatographie detektiert. 

Das nach der ersten automatisierten RP-18 säulenchromatographischen Reinigung 

erhaltene 31P-NMR-Spektrum (Abb. 86) zeigte noch eine Vielzahl an Signalen. Auch nach 

mehrfacher automatisierter RP-18 Säulenchromatographie konnte aus noch ungeklärten 

Gründen kein sauberes Produkt 89 erhalten werden. Es stellte sich die Frage, ob das 

Problem bei der basischen Abspaltung der Schutzgruppen lag oder ob ein generelles 

Stabilitätsproblem bei dem D-Ribosyl-5-monophosphat 89 vorliegt. Durch die Verwendung 

anderer Schutzgruppen, wie beispielsweise O-Benzyl, könnte überprüft werden, ob das 

Problem bei der basischen Abspaltung der Schutzgruppen liegt. 

 

 

Abb. 86:  31P-NMR-Spektrum nach der ersten säulenchromatographischen Reinigung 

der Synthese zur Darstellung von D-Ribosyl-5-monophosphat 89 ausgehend von dem 

Bn-Ribosephosphat 103.  
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Die Entfernung aller Schutzgruppen des Fm-Ribosephosphates 104 zur Darstellung von 

D-Ribosyl-5-monophosphat 89 sollte nur durch Zugabe von CH3OH/H2O/Et3N 7:3:1 erfolgen. 

Durch die Verwendung dieses Gemisches ist die basische Abspaltung sowohl der 

Fm-Gruppen als auch der Acetylschutzgruppen in einem Schritt möglich. Nach einer 

Reaktionszeit von 25 Stunden bei Raumtemperatur wurde das Volumen der Lösung im 

Vakuum eingeengt. Der Rückstand wurde über Watte filtriert und das restliche Lösungsmittel 

durch Gefriertrocknung entfernt. 

Das 31P-NMR-Spektrum des Rohproduktes zeigte auch hier bereits eine Vielzahl von 

Signalen (Abb. 87). Auch nach zweifacher automatisierter RP-18 Säulenchromatographie 

konnte kein Produkt isoliert werden. Alle phosphathaltigen Fraktionen zeigten in den 

31P-NMR-Spektren eine Vielzahl von Signalen. Eine Verkürzung der Reaktionszeit brachte 

ebenfalls keinen Erfolg. Es blieb weiterhin unklar, ob es sich hier um ein Problem bei der 

basischen Abspaltung der Schutzgruppen handelt oder um ein Stabilitätsproblem des 

Ribosephosphates 89. 

 

 

Abb. 87:  Roh-31P-NMR-Spektrum der Synthese zur Darstellung von D-Ribosyl-5-

monophosphat 89 ausgehend von dem Fm-Ribosephosphat 103 .  

 



Resultate und Diskussion 

 

110 
 

Über diese beiden Wege war eine Darstellung des D-Ribosyl-5-monophosphates 89 nicht 

möglich. Vermutlich kam es entweder bei der basischen Abspaltung der Acetylschutz-

gruppen zur Bildung von Zersetzungsprodukten oder das Monophosphat 89 ist unter den 

gewählten Reaktionsbedingungen generell zu labil. 

Für die Darstellung des C5AB-ADPR-Derivates 87 war sowohl die Darstellung des C5AB-(5’-

O-adenosinAc)phosphoramidites 88 als auch die Synthese des D-Ribosyl-5-monophos-

phates 89 notwendig. Es zeigte sich jedoch, dass Probleme bei der Synthese beider 

Bausteine auftraten. Da die Reinigung des C5AB-(5’-O-adenosinAc)phosphoramidites 88 

aufgrund der Bildung mehrerer Nebenprodukte problematisch war und auch die Synthese 

des D-Ribosyl-5-monophosphates 89 nicht erfolgreich war, wurde die Synthese des C5AB-

ADPR-Derivates 87 nicht weiter verfolgt. Zudem sollte die enzymatische Freisetzung von 

ADPR 21 auch aus den vollständig blockierten C5AB-ADPα- und -β-RAc α- und β-94 erfolgen. 

Die Entfernung der Bn-Gruppe zur Darstellung des O-Acetyl-blockierten α-D-Ribosyl-5-

monophosphates α-96 (Abb. 85 oben rechts) erfolgte hydrogenolytisch in 1,4-Dioxan und 

durch Zusatz von Triethylamin. Als Katalysator wurde ebenfalls Palladiumhydroxid 

verwendet. Nach einer Reaktionszeit von 48 Stunden konnte das Produkt α-96 nach 

Abtrennung des Katalysators ohne weitere Reinigung in quantitativer Ausbeute erhalten 

werden. Das 31P-NMR-Spektrum der Verbindung α-96 (Abb. 88) zeigte, dass das Produkt in 

hoher Reinheit erhalten werden konnte.  

 

Abb. 88:  31P-NMR-Spektrum von 1,2,3-Tri-O-acetyl-α-D-r ibosyl-5-monophosphat α-96.  

α-96 
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Die Abtrennung des Katalysators erwies sich als sehr schwierig, da mehrere Filtrationen zur 

vollständigen Entfernung nötig waren. Im Vergleich zu der vollständigen Entfernung der Bn- 

und Acetyl-Schutzgruppen verlief diese Reaktion sehr gut. Das Problem schien somit 

entweder bei der basisch induzierten Deacetylierung zu liegen oder generell in der Stabilität 

des Ribosephosphates 89. Der Versuch einer sauren Spaltung der Acetylgruppen oder der 

Einsatz anderer Schutzgruppen wie zum Beispiel OBn scheint hier sinnvoll zu sein. Die 

Spaltung der Bn-Gruppe unter hydrogenolytischen Bedingungen muss nicht durch Zusatz 

einer Base oder einer Säure erfolgen. 

Zur Darstellung des O-Acetyl-blockierten β-D-Ribosyl-5-monophosphates β-96 (Abb. 85 

unten rechts) wurden die Fm-Gruppen unter Ausschluss von Feuchtigkeit mit Triethylamin in 

Acetonitril unter β-Eliminierung gespalten. Die erste Fm-Gruppe war bereits nach 30 Minuten 

abgespalten, wohingegen die zweite Gruppe 24 Stunden benötigte. Die Reinigung des Pro-

duktes β-96 erfolgte mittels automatisierter RP-18 Säulenchromatographie. Das Pro-

dukt β-96 wurde in einer sehr guten Ausbeute von 98% erhalten. Das 31P-NMR-Spektrum 

des Produktes β-96 (Abb. 89) zeigte, wie auch schon das Spektrum des Produktes α-96, 

dass dieses in hoher Reinheit erhalten wurde. 

 

 

Abb. 89:  31P-NMR-Spektrum von 1,2,3-Tri-O-acetyl-β-D-r ibosyl-5-monophosphat β-96.  

 

β-96 
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Im Vergleich zu der zuvor durchgeführten Synthese zur Darstellung des acetylierten 

Ribosephosphates α-96 gelang auch die Synthese zur Darstellung des acetylierten 

β-Ribosephosphates β-96 ohne Probleme. Die Darstellung der benötigten vollständig 

acetylierten, anomerenreinen Zucker-5-phosphate α- und β-96 gelang somit ausgehend von 

D-Ribose 93 über vier Stufen in guten bis sehr guten Ausbeuten. Nach der erfolgreichen 

Darstellung der benötigten Bausteine α- und β-96 sowie des Phosphoramidites 95 konnte die 

Zielsynthese zur Darstellung von C5AB-ADPα- und -β-RAc α- und β-94 erfolgen. 

4.4.1.5 Synthese von C5AB-ADPα- und -β-RAc α- und β-94 

In dem letzten Syntheseschritt erfolgten die Darstellungen von C5AB-ADPα- und -β-RAc α- 

und β-94 (Abb. 90) analog der Darstellung der vollständig blockierten Zuckerphosphate 103 

und 104 (Abschnitt 4.4.1.4). Da die Verwendung eines Überschusses des Diamidites 90 bei 

der Darstellung des Amidites 88 zu großen Problemen bei der Reinigung führte (Abschnitt 

4.4.1.2), wurde hier ein Überschuss des entsprechenden Zuckerphosphates α- oder β-96 

(1.1-1.3 Äquiv.) eingesetzt. Die vollständige Umsetzung des Phosphoramidites 95 war nach 

fünf bis zehn Minuten erreicht. Anschließend erfolgte die Oxidation des korrespondierenden 

Phosphits mit tert-Butylhydroperoxid. Die Reaktion war ebenfalls nach fünf Minuten 

abgeschlossen. Die Reinigung der Produkte α- und β-94 erfolgte mittels automatisierter 

RP-18 Säulenchromatographie. C5AB-ADPα-RAc α-94 wurde nach zweimaliger Reinigung in 

einer Ausbeute von 43% erhalten. Die Verbindung α-94 lag als Diastereomerengemisch 

(1:1), bezogen auf die Konfiguration des Phosphates, welches die Pentanoyloxybenzyl-

Gruppe trägt, vor. 

Bei den folgenden Hydrolysestudien sollte für die Gewinnung erster Informationen zunächst 

nur eines der beiden Anomere untersucht werden. Die chemische Stabilität sowie die 

Hydrolyseprodukte sollten sich nicht unterscheiden. In den Hydrolysestudien wurde zunächst 

die Verbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 untersucht. Da sowohl eine chemische als auch eine 

enzymatische Hydrolysestudie durchgeführt werden sollte, ist anzumerken, dass die 

Konfiguration des anomeren Zentrums bei Verwendung eines Enzyms jedoch eventuell 

einen Einfluss auf die Substrateigenschaften der Verbindung α-94 bzw. β-94 hat. 

Da aufgrund der Reaktionsbedingungen sowohl Triethylammonium als auch Diisopropyl-

ammonium als Gegenionen vorlagen, wurde ein Ionenaustausch auf Natriumionen bei dem 

Produkt C5AB-ADPβ-RAc β-94 durchgeführt. Das Produkt β-94 wurde in einer Ausbeute von 

56% erhalten. Die Verbindung β-94 lag ebenfalls als Diastereomerengemisch (1:1), bezogen 

auf die Konfiguration des Phosphates, welches die Pentanoyloxybenzyl-Gruppe trägt, vor. 

Bei der folgenden enzymatischen Hydrolysestudie konnte aufgrund des eingesetzten 

Massendetektors kein Laufpuffer verwendet werden. Durch den Austausch der Gegenionen 

bei dem Produkt β-94 (Na+-Ionen) sollte das Einbringen weiterer Gegenionen und eine 

daraus resultierende mögliche Verbreiterung der Signale verhindert werden. 
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Abb. 90: Synthese von C5AB-ADPα- und  -β-RAc  α-94 (oben) und β-94 (unten). 

 

Als Nebenprodukt wurde in beiden Fällen hauptsächlich eine Verbindung mit einer 

chemischen Verschiebung von 0.03 ppm im 31P-NMR-Spektrum isoliert. Anhand des 

dazugehörige 1H-NMR-Spektrums konnte dieses Nebenprodukt als monomaskiertes, 

peracetyliertes AMP-Derivat 109 identifiziert werden. 

Das 1H-NMR- und das 31P-NMR-Spektrum der Verbindung C5AB-ADPα-RAc α-94 sind in der 

Abbildung 91 gezeigt. Anhand der Spektren ist zu erkennen, dass die Verbindung in hoher 

Reinheit und anomerenrein erhalten werden konnte. Auch das 1H-NMR- und das 31P-NMR-

Spektrum des β-Derivates β-94 (Abb. 92) zeigen, dass diese Verbindung ebenfalls in hoher 

Reinheit und anomerenrein dargestellt werden konnte. Die Signale der Gegenionen Triethyl-

ammonium und Diisopropylammonium wurden nicht mehr detektiert. Es wird daher davon 

ausgegangen, dass der Austausch der Gegenionen gegen Natriumionen erfolgreich war. 
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Abb. 91:  1H-NMR-Spektrum (oben) und 31P-NMR-Spektrum (unten) von 

C5AB-ADPα-RAc  α-94.  

α-94 
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Abb. 92:  1H-NMR-Spektrum (oben) und 31P-NMR-Spektrum (unten) von 

C5AB-ADPβ-RAc β-94.  

β-94 
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4.4.1.6 Fazit der entwickelten Syntheserouten 

Für die Synthese des C5AB-ADPR-Derivates 87 war die Darstellung des Ribose-5-

phosphates 89 nötig. Diese Synthese war jedoch aus noch nicht geklärten Gründen nicht 

möglich und somit auch nicht die Darstellung des Derivates 87. Es besteht folglich noch 

Optimierungsbedarf bei der Entfernung der O-Acetylgruppen. Auch die Verwendung anders 

spaltbarer Gruppen, wie beispielsweise O-Benzyl, scheint sinnvoll. Zur Erhöhung der 

Stabilität könnte eventuell die Schützung der anomeren Position mit einer enzymatisch 

spaltbaren Gruppe sinnvoll sein. Dadurch würde möglicherweise ebenfalls die Darstellung 

anomerenreiner Verbindungen gelingen. Darüber hinaus war die Reinigung des 

Phosphoramidites 88 problematisch. Aus diesen Gründen wurde die Synthese des nicht-

acetylierten C5AB-ADPR-Derivates 87 in dieser Arbeit nicht weiter verfolgt. 

Erfolgreich verlief hingegen auf dem entwickelten Syntheseweg die erstmalige Darstellung 

von anomerenreinen, lipophilen ADPR-Derivaten (C5AB-ADPα- und -β-RAc α- und β-94). Die 

Verwendung einer konvergenten Syntheseroute unter Nutzung der Phosphoramiditchemie 

ermöglichte eine Synthese der Derivate α- und β-94 aus dem nicht-symmetrischen 

Phosphoramidit 95 und dem entsprechenden 1,2,3-Tri-O-acetyl-α- bzw. -β-D-ribosyl-5-mono-

phosphat α- bzw. β-96 in einer guten Ausbeute von 43% beziehungsweise 56% in dem 

letzten Syntheseschritt. Hierbei wurde als Nebenprodukt hauptsächlich das monmaskierte 

peracetylierte AMP-Derivat 109 erhalten. Darüber hinaus ist anzunehmen, dass diese 

Syntheseroute auch zur Darstellung anderer lipophiler NDP-Zucker durch Austausch der 

Nucleobase und/oder des Zuckerrestes verwendet werden kann.  

4.4.2 Hydrolysestudien des C5AB-ADPβ-RAc β-94 

Wie bereits in dem Abschnitt 4.4.1.5 erläutert, sollte zunächst nur eines der beiden Anomere 

untersucht werden. Das dargestellte C5AB-ADPβ-RAc β-94 wurde mit Hinblick auf die 

chemische Stabilität bei pH 7.3 in Phosphatpuffer und die Bildung von Hydrolyseprodukten in 

chemischen und enzymatischen Hydrolysestudien analysiert. Als Enzym wurde auch wie bei 

den CMP-Neu5Ac-Derivaten 27 und 74 (Abschnitt 4.2.4) PLE verwendet. Aufgrund der 

eingesetzten O- und N-Acetylschutzgruppen wurde sowohl eine Esterase als auch eine 

Amidase zur Spaltung aller Gruppen benötigt. Die verschiedenen Isoenzyme der PLE 

können, wie bereits in dem Abschnitt 4.2.4 erläutert, mit unterschiedlichem Grad an 

Substratselektivität sowohl als Esterasen als auch Amidasen fungieren. Eine zentrale Frage 

der enzymatischen Hydrolysestudie war somit, ob die C5AB-Maskeneinheit an dem 

α-Phosphat und auch alle Acetylschutzgruppen durch das Enzym gespalten werden würden. 
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4.4.2.1 Chemische Hydrolyse in phosphatgepufferter Salzlösung (phosphate buffered 

saline, PBS) 

Um Informationen über die chemische Stabilität des ADPR-Derivates C5AB-ADPβ-RAc β-94 

zu erhalten, wurde eine 31P-NMR-Hydrolysestudie in 50 mM Phosphatpuffer (PBS) bei 

physiologischem pH-Wert (pH 7.3) durchgeführt. Die zentrale Frage hier war, ob die Phos-

phatanhydridbindung unter diesen Bedingungen stabil ist. Für die chemische Hydrolyse-

studie wurde C5AB-ADPβ-RAc β-94 in DMSO-d6 gelöst und die Hydrolyse durch Zugabe des 

Puffers gestartet. Die Hydrolyse wurde über einen Zeitraum von sieben Tagen verfolgt. Die 

Proben wurden während der Hydrolyse bei Raumtemperatur gelagert. Die Hydrolysestudie 

zeigte, dass C5AB-ADPβ-RAc β-94 unter den gewählten Bedingungen sehr stabil war 

(Abb. 93). Auch nach sieben Tagen wurden noch 20% C5AB-ADPβ-RAc β-94 bezogen auf das 

Verhältnis von C5AB-ADPβ-RAc β-94 zu den gebildeten Hydrolyseprodukten detektiert. 

Aus den erhaltenen Daten kann daher geschlussfolgert werden, dass die zentrale 

Voraussetzung für weitere Studien erfüllt war, da C5AB-ADPβ-RAc β-94 bei pH 7.3 sehr stabil 

ist. 

 

 

Abb. 93:  31P-NMR Hydrolysestudie in PBS mit C5AB-ADPβ-RAc β-94.  
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4.4.2.2 Enzymatische Hydrolysestudien 

Durch die enzymatische Hydrolysestudie mit PLE sollte herausgefunden werden, ob 

ADPR 21 aus dem Derivat C5AB-ADPβ-RAc β-94 freigesetzt werden würde. Des Weiteren 

sollte überprüft werden, ob die C5AB-Maske an dem α-Phosphat relativ schnell durch das 

Enzym gespalten werden würde. Diese Untersuchung wurde analog zu der enzymatischen 

Hydrolyse der Verbindungen AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 und AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 (Abschnitt 

4.2.4) durchgeführt. Es wurden auch hier ESI+- und auch ESI--Messungen durchgeführt. 

Allerdings enthielten die ESI+ Daten mehr relevante Informationen bezogen auf die Detektion 

von gebildeten Intermediaten. Zusätzlich wurden auch hier extrahierte Ionenchromato-

gramme zur Identifikation von Intermediaten herangezogen. Da bei dem verwendeten 

System ein single quad detector verwendet wurde, wurde bei Bedarf hochauflösende 

Massenspektrometrie eingesetzt. Diese Messungen wurden in Zusammenarbeit mit 

M. Riedner, Massenspektrometrie-Abteilung der MIN-Fakultät der Universität Hamburg, 

durchgeführt. Die Hydrolyse wurde über einen Zeitraum von sieben Tage verfolgt. Die erste 

Messung wurde nach 30 Minuten durchgeführt. Weitere Messungen erfolgten nach 1, 2, 4, 6 

und 24 Stunden. Anschließend erfolgte alle 24 Stunden eine weitere Messung. Es wurde 

erwartet, dass die C5AB-Maske und nach und nach auch die sechs Acetylschutzgruppen 

abgespalten werden würden, so dass ADPR 21 freigesetzt werden würde. In Tabelle 2 

(Seite 122) sind die Ausgangsverbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 sowie erwartete Intermediate 

und ADPR 21 aufgelistet. 

Die Analyse bei t0 zeigte, dass C5AB-ADPβ-RAc β-94 mittels UV-Detektion (HPLC-Chroma-

togramm Abb. 94 oben) analysiert werden konnte und eine Detektion mittels Massenspektro-

metrie (Massenspektrum Abb. 94 unten) möglich war. Die erhaltenen Massenspektren 

wurden immer aus der entsprechenden gesamten Peakfläche (UV-Chromatogramm) 

generiert. C5AB-ADPβ-RAc β-94 hat eine Retentionszeit von 8.3 Minuten. Die detektierten 

Massen m/z = 1001.9, 1024.0, 1039.9, 1045.9 konnten als [M+H]+, [M+Na]+, [M+K]+ und 

[M-H+2Na]+ der Verbindung β-94 zugeordnet werden. 

Es wurden bereits in dieser Probe in sehr geringem Maße erste Hydrolyseprodukte 

detektiert, die vermutlich bereits während der Probenaufarbeitung entstanden waren. Es 

konnten das Intermediat II (gespalten: C5AB-Maske + 2 Acetylgruppen) und das Interme-

diat III (gespalten: C5AB-Maske + 3 Acetylgruppen) in dieser Probe detektiert werden 

(Abb. 94 extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 728.1 bzw. bei m/z = 686.1). Des 

Weiteren bestätigen diese extrahierten Ionenchromatogramme die chemischen Formeln und 

die berechneten Massen der Intermediate II und III. Erstaunlicherweise war die 

Retentionszeit des Intermediates II fast identisch mit der der Ausgangsverbindung C5AB-

ADPβ-RAc β-94. Aus diesem Grund konnte diesem Intermediat keine Retentionszeit zugeord-

net werden. Das erwartete Intermediat I (gespalten: C5AB-Maske + 1 Acetylgruppe) wurde 
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mit dieser Methode nicht eindeutig detektiert (Abb. 94 extrahiertes Ionenchromatogramm bei 

m/z = 770.1), da ein schlechtes Signal-Rausch-Verhältnis erhalten wurde. Der kleine Peak 

mit einer Retentionszeit von 7.5 Minuten (HPLC-Chromatogramm) konnte dem Intermediat III 

zugeordnet werden. Der zweite kleine Peak mit einer Retentionszeit von 5.0 Minuten enthält 

keine relevanten Massen und wurde, wie bereits in dem Abschnitt 4.2.4.2 beschrieben, 

ebenfalls in einer Referenzprobe detektiert, welche nur PBS, PLE und DMSO enthielt. 

 

 

Abb. 94:  Analyse von C5AB-ADPβ-RAc β-94 bei t0 ; HPLC-Chromatogramm (oben), 

extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 770.1, bei m/z  = 728.1 und bei m/z = 686.1 

(mittig) und ESI+-MS-Spektrum (unten), (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

Nach einer Inkubationszeit mit PLE von 30 Minuten zeigte sich (Abb. 95), dass weiterhin die 

Intermediate II und III detektiert wurden. Das Intermediat I wurde auch hier nicht eindeutig 

detektiert, da ebenfalls ein schlechtes Signal-Rausch-Verhältnis (Abb. 95 extrahiertes Ionen-

chromatogramm bei m/z = 770.1) erhalten wurde. Die Intermediate II und III (Abb. 95 

extrahiertes Ionenchromatogramm bei m/z = 728.1 bzw. bei m/z = 686.1) konnten mit einer 

besseren Intensität als bei der Analyse bei t0 detektiert werden. Zusätzlich wurde eine 

prozentuale Zunahme der Peakfläche des Intermediates III ermittelt. Dies lässt auf eine 

gesteigerte Bildung dieser Intermediate schließen. Das ESI+-MS-Spektrum der gesamten 

Peakfläche des Intermediates III (Abb. 95 MS-Spektrum unten) zeigt, dass verschiedene 
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Addukte erhalten wurden. Die detektieren Massen m/z = 685.6, 707.6 und 724.1 konnten als 

[Int. III+H]+, [Int. III+Na]+ und [Int. III+K]+ dem Intermediat III zugeordnet werden. Die Masse 

mit m/z = 961.8 konnte keinem Intermediat zugeordnet werden. Diese Analyse zeigte, dass 

zu diesem Zeitpunkt zu einem geringen Teil die C5AB-Maske und drei Acetylschutzgruppen 

gespalten worden waren. Allerdings wurde immer noch hauptsächlich C5AB-ADPβ-RAc β-94 

detektiert. 

 

 

Abb. 95: Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc  β-94 nach 30 Minuten; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 770.1, bei 

m/z = 728.1 und bei m/z = 686.1 (mitt ig) und ESI+-MS-Spektrum des Intermediates III  

(unten), (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

Die Analyse nach 2 Stunden zeigte, dass das Intermediat I (Abb. 96 extrahiertes 

Ionenchromatogramm m/z = 770.1) weiterhin nicht detektiert werden konnte. Es wurden 

auch hier die Intermediate II und III und hauptsächlich C5AB-ADPβ-RAc β-94 (Abb. 96) 

detektiert. Weitere Intermediate, wie beispielsweise das Intermediat IV (gespalten: C5AB-

Maske + 4 Acetylgruppen), wurden nicht detektiert (Abb. 96 extrahiertes Ionenchromato-

gramm bei m/z = 644.1). 
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Abb. 96: Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc  β-94 nach 2 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 770.1, bei 

m/z = 728.1, bei m/z = 686.1 und bei m/z = 644.1, (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

Die folgenden Analysen nach 4 und 6 Stunden zeigten keine signifikanten Veränderungen. 

Lediglich die prozentuale Verteilung der Peakflächen veränderte sich nach einer Inkubations-

zeit von 6 Stunden bei C5AB-ADPβ-RAc β-94 und dem Intermediat II von 94.5% auf 85.3% 

und die des Intermediates III von 5.5% auf 14.7%. 

 

Das HPLC-Chromatogramm, welches nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden erhalten 

wurde (Abb. 97 oben), zeigte, dass zwei weitere Verbindungen gebildet worden waren: 

Intermediat IV mit einer Retentionszeit von 6.9 Minuten und Intermediat V (gespalten: C5AB-

Maske + 5 Acetylgruppen) mit einer Retentionszeit von 6.5 Minuten. Die drei extrahierten 

Ionenchromatogramme (Abb. 97, extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 686.1, bei 

m/z =  644.1 und bei m/z = 602.1) zeigen, dass die berechneten Massen für die Intermediate 

III-V als [Int.+H]+ des entsprechenden Intermediates gefunden wurden. Das Intermediate I 

konnte weiterhin nicht detektiert werden. Erstaunlicherweise wurde auch das Intermediat II 

nicht mehr detektiert, obwohl die Ausgangsverbindung β-94 noch in der Lösung vorhanden 

war. 
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Abb. 97: Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc  β-94 nach 24 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 686.1, bei 

m/z = 644.1 und bei m/z = 602.1, (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

Das HPLC-Chromatogramm nach einer Inkubationszeit von 72 Stunden mit PLE zeigte 

(Abb. 98 oben), dass ein sehr kleiner fünfter Peak bei 6.2 Minuten detektiert wurde. Dieser 

konnte ADPR 21 zugeordnet werden. Die extrahierten Ionenchromatogramme bei m/z = 

602.1 und bei m/z = 560.1 entsprachen den berechneten Massen des Intermediat V als 

[Int V.+H]+ und ADPR 21 als [M+H]+. Das Massenspektrum (Abb. 98 unten) wurde sowohl 

über den gesamten Bereich der Peakfläche des Intermediates V als auch über den 

gesamten Bereich der Peakfläche von ADPR 21 generiert. Somit konnten beide 

Verbindungen in diesem Spektrum detektiert werden. Dies ermöglichte für das Intermediat V 

die Zuordnung mehrerer Adduktionen. Die detektierten Massen bei m/z = 602.1, 623.5 und 

639.5 konnten als [Int. V+H]+, [Int. V+Na]+ und [Int. V+K]+ dem Intermediat V zugeordnet 

werden. Des Weiteren konnte die gefundene Masse bei m/z = 560.3 als [M+H]+ dem 

vollständig entschützten ADPR 21 zugeordnet werden. In diesem Fall wurden keine Addukte 

detektiert. Die Intermediate I und II konnten weiterhin nicht bzw. nicht mehr mittels 

Massenspektrometrie detektiert werden. Allerdings wurde immer noch das Startmaterial 

C5AB-ADPβ-RAc β-94 mittels ESI+-Massenspektrometrie detektiert. Warum die Intermediate I 

und II nicht bzw. nicht mehr detektiert wurden, obwohl weiterhin C5AB-ADPβ-RAc β-94 in der 

Lösung vorhanden war, konnte nicht geklärt werden. Eine Möglichkeit wäre, dass diese 

Intermediate schnell von dem Enzym zu dem Intermediat III umgesetzt werden. 
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Abb. 98: Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc  β-94 nach 72 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahierte Ionenchromatogramme bei m/z = 602.1 und 

bei m/z = 560.1 (mittig) und ESI+-MS-Spektrum des Intermediates V und ADPR 21 

(unten), (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

 

Auch nach einer Inkubationszeit von 120 Stunden mit PLE wurden immer noch C5AB-ADPβ-

RAc β-94 sowie die Intermediate III-V und ADPR 21 detektiert (HPLC-Chromatogramm 

Abb. 99). Die Intermediate I und II wurden auch in dieser Probe nicht bzw. nicht mehr 

detektiert. Im Verhältnis konnte ADPR 21 weiterhin nur mit einer geringen Intensität 

detektiert werden. Jedoch lässt die prozentuale Zunahme der Peakfläche auf eine fortlaufen-

de Bildung von ADPR 21 schließen. 
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Abb. 99: Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc  β-94 nach 120 Stunden; 

HPLC-Chromatogramm (oben), extrahiertes Ionenchromatogramme bei m/z = 560.1 

(unten), (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

C5AB-ADPβ-RAc β-94 war nach einer Inkubationszeit von 7 Tagen mit PLE schließlich nahezu 

vollständig umgesetzt. Es konnte zudem eine weitere leichte Zunahme der Peakfläche von 

ADPR 21 auf 1.5% beobachtet werden (Abb. 100). 

 

 

Abb. 100 : Enzymatische Hydrolysestudie von C5AB-ADPβ-RAc β-94 nach 7 Tagen; 

HPLC-Chromatogramm, (HPLC-Methode C, 259 nm). 

 

 

Da bei dieser Methode ein single quad detector zur Generierung der Massenspektren 

verwendet wurde, erfolgte eine weitere Analyse der Inkubationslösungen mittels hochauflö-

sender Massenspektrometrie. Die erhaltenen hochauflösenden Massen von C5AB-ADPβ-

RAc β-94, von den Intermediaten I-V und von ADPR 21 sind in der Tabelle 2 aufgelistet. Mit 

dieser Methode war auch die Detektion des Intermediates I möglich. 
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Tab. 2: Erhaltene hochauflösende Massen von C5AB-ADPβ-RAc β-94 sowie der erwarteten 

Intermediate I-V und ADPR 21 aus den Hydrolyselösungen. 

Startmaterial und 

Hydrolyseprodukte 
berechnet gefunden (HRMS) 

C5AB-ADPβ-RAc β-94 
C39H50N5O22P2

+ 

1002.2417 [M+H]+ 
1002.2429 [M+H]+ 

Intermediat I 

(gespalten: C5AB-Maske + 1 

Acetylgruppe) 

C25H34N5O19P2
+ 

770.1318 [Int. I+H]+ 
770.1315 [Int. I+H]+ 

Intermediat II 

(gespalten: C5AB-Maske + 2 

Acetylgruppen) 

C23H32N5O18P2
+ 

728.1212 [Int. II+H]+ 
728.1212 [Int. II +H]+ 

Intermediat III 

(gespalten: C5AB-Maske + 3 

Acetylgruppen) 

C21H30N5O17P2
+: 

686.1106 [Int. III+H]+ 
686.1103 [Int. III +H]+ 

Intermediat IV 

(gespalten: C5AB-Maske + 4 

Acetylgruppen) 

C19H28N5O16P2
+: 

644.1001 [Int. IV +H]+ 
644.0998 [Int. IV +H]+ 

Intermediat V 

(gespalten: C5AB-Maske + 5 

Acetylgruppen) 

C17H26N5O15P2
+: 

602.0895 [Int. V +H]+ 
602.1595 [Int. V +H]+ 

ADPR 21 
C15H24N5O14P2

+: 

560.0789 [M+H]+ 
560.1113 [M+H]+ 

 

Die enzymatische Hydrolysestudie wurde zur Untersuchung der Bildung von ADPR 21 aus 

dem Derivat C5AB-ADPβ-RAc β-94 durchgeführt. Des Weiteren wurde überprüft, ob die 

C5AB-Maske relativ schnell durch das Enzym PLE gespalten wurde. Die erhaltenen Daten 

zeigen, dass beide Punkte erfüllt wurden. Es wurden sowohl ADPR 21 gebildet, als auch 

eine relativ schnelle Spaltung der C5AB-Maske beobachtet. Es wurden keine Intermediate 

detektiert, bei denen die Maske nach den Acetylgruppen gespalten wurde. Da nach einer 

Inkubationszeit von sieben Tagen mit PLE C5AB-ADPβ-RAc β-94 fast vollständig umgesetzt 

war, kann davon ausgegangen werden, dass die Maske vollständig von dem Ausgangs-

material gespalten wurde. Die Hydrolyserate der Abspaltung der Acetylgruppen war 

langsamer als angenommen. Es wurde daher eine zweite Hydrolysestudie mit einer höheren 

Konzentration an PLE durchgeführt. In diesem Fall wurde die Hydrolysestudie mit 2 µL einer 

PLE-Lösung (3 mg/mL mit 27 u/mg) in PBS (pH 7.3) durchgeführt. Die Proben wurden nach 

5, 7 und 10 Tagen analysiert. Es wurde festgestellt, dass die höhere Konzentration an PLE 
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kaum einen Einfluss auf die Hydrolyserate hatte. Als Konsequenz sollten eventuell ein 

anderes Enzym oder auch andere Estergruppen getestet werden. Beispielsweise wurden 

bereits erfolgreich Isopropylester, Pivalinsäureester oder Pivaloyloxymethylester als lipophile 

Gruppen eingesetzt. Es ist berichtet, dass diese ebenfalls (schnell) durch Esterasen 

gespalten werden.[88] Dennoch wurde anhand der durchgeführten Hydrolyse gezeigt, dass 

erfolgreich ADPR 21 aus der Verbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 freigesetzt wurde. 

4.4.2.3 Fazit der Hydrolysestudien und Ausblick 

Die chemische Stabilitätsstudie in PBS bei physiologischem pH-Wert zeigte, dass 20% der 

Verbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 auch nach sieben Tagen noch detektiert werden konnten. 

Anhand der durchgeführten enzymatischen Hydrolysestudie konnte gezeigt werden, dass 

ADPR 21 erfolgreich aus der Verbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 freigesetzt wurde. Diese 

Ergebnisse bestätigten, dass die enzymlabile Pentanoyloxybenzyl-Gruppe relativ schnell von 

der Ausgangsverbindung β-94 gespalten wurde, da keine Intermediate detektiert wurden, bei 

denen die C5AB-Maske nach den Acetylgruppen gespalten wurde. Die Acetylgruppen 

erwiesen sich überraschenderweise im Vergleich zu der Pentanoyloxybenzyl-Gruppe als 

stabiler (Abb. 101). Alle gebildeten Hydrolyseprodukte wurden zusätzlich mittels HR-MS 

detektiert. 

 

 

Abb.  101: Schematische Zusammenfassung des Hydrolyseverlaufes  der Verbindung 

C5AB-ADPβ-RAc β-94.  

 

Insgesamt kann gesagt werden, dass C5AB-ADPα- und -β-RAc α- und β-94, welche jeweils die 

Maskeneinheit nur an dem α-Phosphat tragen, erfolgreich dargestellt werden konnten. Des 

Weiteren wurde ADPR 21 aus der Verbindung C5AB-ADPβ-RAc β-94 durch enzymatische 

Hydrolyse freigesetzt. Die relativ schnelle Abspaltung der C5AB-Maskeneinheit und die 

Bildung von ADPR 21 (wenn auch langsam) durch PLE lassen die Schlussfolgerung zu, dass 
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sowohl die Erweiterung der DiPPro/TriPPPro-Konzepte als auch die Darstellung einer 

lipophilen Verbindung für potentielle TRPM2-Studien erfolgreich waren. 

In weiterführenden Arbeiten sollte zunächst getestet werden, ob eventuell die α-Verbindung 

α-94 besser umgesetzt wird als die β-Verbindung β-94. Nach der Spaltung der C5AB-Maske 

sowie der Acetylgruppen sollte, wie einleitend bereits erwähnt, die gleiche Verbindung 

entstehen. Eventuell hat die Konfiguration des anomeren Zentrums jedoch einen Einfluss auf 

die Substrateigenschaften der Verbindung α-94 bzw. β-94. Des Weiteren sollte getestet 

werden, ob die Verwendung einer anderen Esterase eine schnellere Hydrolyserate ergibt. 

Möglicherweise sind auch andere Esterfunktionen besser als Acetylschutzgruppen geeignet. 

Darüber hinaus sollten Hydrolysestudien in Zellextrakten durchgeführt werden. Eventuell 

sind bei solch einer Hydrolysestudie die Acetylschutzgruppen unproblematisch, da im Zell-

extrakt eine Vielzahl von Esterasen vorliegen. Um als potentielles neues Tool für TRPM2-

Studien genutzt werden zu können, sollten ebenfalls Zellaufnahmestudien durchgeführt 

werden. Auch die Weiterentwicklung der Syntheseroute zur Darstellung von C5AB-ADPR 87 

sollte fortgesetzt werden, da erfolgreich ADPR 21 aus dem Derivat β-94 freigesetzt wurde. 

 

 



Experimenteller Teil 

 

128 
 

5. Experimenteller Teil 

5.1 Allgemeines 

5.1.1 Edukte und Reagenzien 

Die Edukte und Reagenzien wurden von den Firmen Acros Organics, Alfa Aesar, Fluka, Glen 

Research, Grüssing GmbH, Link Technologies, Molekula, Proligo, Sigma-Aldrich, TCI, 

Tenova Pharmaceuticals und VWR in Synthesequalität bezogen und, ausgenommen der 

folgenden Chemikalien, ohne weitere Reinigung in den Synthesen eingesetzt. 

 

N,N-Diisopropylethylamin: C8H19N; Sdp: 127 °C; mehrere Tage unter Rückfluss über 

Calciumhydrid getrocknet und bei Normaldruck unter Stickstoff 

destilliert. 

Phosphor(III)-chlorid:   Sdp: 76 °C; unter Stickstoff destilliert. 

Triethylamin: C6H15N; Sdp: 89 °C, mehrere Tage unter Rückfluss über 

Calciumhydrid getrocknet und bei Normaldruck unter Stickstoff 

destilliert. 

5.1.2 Lösungsmittel 

Die folgenden Lösungsmittel Ethylacetat, Petrolether 50-70, Methanol und Dichlormethan 

wurden in technischer Qualität bezogen und vor der Verwendung unter Normaldruck 

destilliert. Diethylether wurde ebenfalls in technischer Qualität erhalten und vor der 

Verwendung bei 900 mbar destilliert und über KOH gelagert. 

Für die NMR-Spektroskopie wurden deuterierte Lösungsmittel von euriso-top und Deutero 

verwendet und bei hydrolyselabilen und oxidationsempfindlichen Substanzen über Molsieb 

gelagertes deuteriertes Chloroform. Im Fall von säurelabilen Substanzen wurde das 

Chloroform zuvor über basisches Aluminiumoxid filtriert. 

5.1.2.1 Absolute Lösungsmittel 

Acetonitril: C2H3N; Sdp: 81 °C; wurde i) mehrere Tage unter Rückfluss 

über Calciumhydrid erhitzt, bei Normaldruck unter Stickstoff 

destilliert und über Molsieb (0.3 nm) gelagert oder 

ii) über eine Lösungsmitteltrocknungsanlage, SPS-800 der 

Firma mBraun Inertgas-Systeme GmbH, absolutiert und über 

Molsieb (0.3 nm) aufbewahrt. Hierbei wurde Acetoni-

tril - CHROMASOLV® von Sigma-Aldrich verwendet. 
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Dichlormethan: CH2Cl2; Sdp: 40 °C; i) mehrere Tage unter Rückfluss über 

Calciumhydrid erhitzt, bei Normaldruck unter Stickstoff destilliert 

und über Molsieb (0.4 nm) gelagert oder ii) über eine 

Lösungsmitteltrocknungsanlage, SPS-800 der Firma mBraun 

Inertgas-Systeme GmbH, absolutiert und über Molsieb (0.4 nm) 

aufbewahrt. Hierbei wurde Dichlormethan - CHROMASOLV® 

mit Amylen als Stabilisator von Sigma-Aldrich verwendet. 

Diethylether: C4H10O; Sdp: 34 °C; i) mehrere Tage unter Rückfluss über 

Natrium erhitzt, bei Normaldruck unter Stickstoff destilliert und 

über Molsieb (0.4 nm) gelagert oder ii) über eine 

Lösungsmitteltrocknungsanlage, SPS-800 der Firma mBraun 

Inertgas-Systeme GmbH, absolutiert und über Molsieb (0.4 nm) 

aufbewahrt. Hierbei wurde Diethylether, ACS reagent, von 

Sigma-Aldrich verwendet. 

N,N-Dimethylformamid: wurde von VWR (max. 0.005% H2O) über Molsieb bezogen. 

Methanol: wurde von Acros (max. 0.005% H2O) über Molsieb bezogen. 

Pyridin: wurde i) von Sigma-Aldrich (max. 0.005% H2O) über Molsieb 

bezogen oder 

 ii) über eine Lösungsmitteltrocknungsanlage, SPS-800 der 

Firma mBraun Inertgas-Systeme GmbH, absolutiert und über 

Molsieb (0.4 nm) aufbewahrt. Hierbei wurde Pyridin, ACS 

reagent, von Sigma-Aldrich verwendet. 

Tetrahydrofuran: wurde i) mehrere Tage unter Rückfluss über Kalium erhitzt, bei 

Normaldruck unter Stickstoff destilliert und über Molsieb 

(0.4 nm) gelagert oder 

ii) über eine Lösungsmitteltrocknungsanlage, SPS-800 der 

Firma mBraun Inertgas-Systeme GmbH, absolutiert und über 

Molsieb (0.4 nm) aufbewahrt. Hierbei wurde Tetrahydrofuran - 

CHROMASOLV® Plus, von Sigma-Aldrich verwendet. 

Toluol: wurde von Acros (max. 0.005% H2O) über Molsieb bezogen. 
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5.1.3 Chromatographische Methoden 

Dünnschichtchromatographie: 

Für die Dünnschichtchromatographie wurden mit Kieselgel beschichtete Aluminiumfolien mit 

Fluoreszenzindikator (ALUGRAM Xtra SIL G/UV254; Schichtdicke 0.2 mm) der Firma Merck 

oder der Firma Macherey-Nagel (DC-Fertigfolien ALUGRAM® Xtra SIL G/UV254) verwendet. 

Alle Rf -Werte wurden bei Kammersättigung ermittelt. Die Detektion der UV-aktiven 

Substanzen erfolgte mit einer UV-Lampe der Firma Konrad Benda bei einer Wellenlänge von 

254 nm. Ebenfalls erfolgte eine Detektion aller Substanzen durch Eintauchen in ein 

Färbereagenz (10%ige Schwefelsäure) und anschließender Wärmebehandlung. Freie Amine 

wurden durch Besprühen mit einer Ninhydrin-Lösung (100 mg Ninhydrin gelöst 10 mL 

Ethanol) visualisiert. 

 

Zirkuläre präparative Dünnschichtchromatographie (Chromatotron): 

Um Rohausbeuten von maximal 4 g zu trennen, wurde ein Chromatotron der Firma Harrison 

Research, Modell 7924 T verwendet. Als Trennmittel diente gipshaltiges Kieselgel 60 PF254 

(Merck Nr. 7749) in Schichtdicken von 1, 2 und 4 mm auf Glasplatten (Durchmesser: 20 cm). 

Die Detektion der UV-aktiven Substanzen erfolgte mit einer UV-Lampe der Firma Konrad 

Benda bei einer Wellenlänge von 254 nm. Zur Herstellung der Kieselgel-beschichteten 

Platten wurde eine Suspension des gipshaltigen Kieselgels in 4 °C-kaltem demineralisierten 

Wasser (1 mm-Platten: 45 g und 100 mL, 2 mm-Platten: 70 g und 140 mL, 4 mm-Platten: 

120 g und 240 mL) hergestellt. Diese wurde auf die Platten gegossen und durch 

Wellenbewegungen gleichmäßig verteilt. Nach dem Aushärten (drei Tage an einem kühlen, 

dunklen Ort) wurde das überschüssige Kieselgel mit entsprechendem Werkzeug abgetragen 

bis die gewünschte Schichtdicke erreicht war. Die Platten wurden mehrfach verwendet. Nach 

jeder Benutzung erfolgte ein Spülen mit Methanol. 

 

Präparative Säulenchromatographie: 

Die säulenchromatographischen Reinigungen wurden an MN Kieselgel 60 (230-400 mesh, 

0.040-0.063 nm) der Firma Macherey-Nagel durchgeführt. 

 

Umkehrphasenchromatographie: 

Für die Umkehrphasenchromatographie wurde LiChroprep RP-18 (40-63 μm, Merck) einge-

setzt. 

 

Ionenaustausch an DOWEX-Na+ 

Das Ionenaustauscherharz Dowex 50W-X8 H+, 50-100 mesh, der Firma Sigma-Aldrich 

wurde zum Austausch der Kationen auf Natriumionen mit dem 5-fachen Säulenvolumen 
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einer 1 M Natronlauge gespült. Nachfolgend wurde mit Reinstwasser gespült bis ein 

neutraler pH-Wert erreicht war. Die entsprechende Verbindung wurde in Reinstwasser oder 

Reinstwasser/Acetonitril 7:3 v/v aufgetragen und mit dem entsprechenden Laufmittel von der 

Säule eluiert. Zur Regeneration wurde wieder mit Natronlauge gespült. 

 

Automatisierte reversed phase- (RP-)Chromatographie 

Für automatisierte Umkehrphasenchromatographie (RP-18) wurde der automatisierte 

puriFlash®430 der Firma Interchim mit UV-Detektor und RP-Säulen von Macherey-Nagel 

(Chromabond® Flash RS 40 C18 ec) verwendet. 

 

Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (high performance liquid chromatography, HPLC) 

Die analytische Hochleistungsflüssigkeitschromatographie wurde an einer HPLC der Firma 

VWR-Hitachi (Pumpe L-2130, Autosampler L-2260, Säulenofen L-2300, DAD 2455, Software 

EZChrom Elite) durchgeführt. Es wurde Acetonitril von VWR (HPLC grade) sowie Milli-Q-

Wasser (s. S. 132 Wasseraufbereitungsanlage) verwendet. 

 

Methode A:  

Von 0-20 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (5-100%), von 20-26 min: isokratisch 

(100% CH3CN), von 26-30 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (100-5%), von 30-

35 min: isokratisch (95% H2O). Flussrate 1.0 mL/min, Säulenofentemperatur 25 °C, UV 

Detektion bei 272 nm. Es wurde eine Säule der Firma Macherey-Nagel (Nucleodur 100-5 C18 

ec) verwendet. 

 

HPLC gekoppelt mit Massenspektrometrie 

Die HPLC-MS Analysen wurden an einer Agilent 1260 Infinity (Pumpe G1311B, Autosampler 

G1329B, Säulenfach G1316A, DAD G4221B) gekoppelt mit einem single-quad MS der Firma 

Advion expressionL CMS (Software Advion Data Express) und an einer Dionex Ultimate 3000 

UPLC (UHPLC) gekoppelt mit einem Bruker maXis ESI-Q-TOF (Software Bruker 

DataAnalysis 4.2) durchgeführt. Es wurde eine Säule der Firma Agilent Poroshell (120 EC-

C18 2.7 µm, 4.6 x 50  mm) verwendet. Als Laufmittel wurde Acetonitril von VWR (HPLC 

grade) sowie Milli-Q-Wasser (s. S. 132 Wasseraufbereitungsanlage) eingesetzt.  

 

Methode B:  

Von 0-15 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (0-100%), von 15-20 min: isokratisch 

(100% CH3CN), von 20-22 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (100-0%), von 22-

27 min: isokratisch (100% H2O). Flussrate 0.5 mL/min, Säulenofentemperatur 20 °C, UV 
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Detektion bei 272 nm, MS-Scans 150-1100 m/z, Scanzeit 271, Scangeschwindigkeit 

3506 m/z/sec. 

 

Methode C:  

Von 0-15 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (2-98%), von 15-20 min: isokratisch 

(98% CH3CN), von 20-22 min: Wasser mit einem Acetonitril-Gradienten (98-2%), von 22-

27 min: isokratisch (98% H2O). Flussrate 0.5 mL/min, Säulenofentemperatur 20 °C, UV 

Detektion bei 259 nm, MS-Scans 150-1100 m/z, Scanzeit 271, Scangeschwindigkeit 

3506 m/z/sec. 

5.1.4 Spektroskopie 

Kernresonanzspektroskopie (nuclear magnetic resonance NMR-Spektroskopie) 

Die NMR-Spektren wurden in der NMR-Abteilung des Fachbereichs Chemie der Universität 

Hamburg unter der Leitung von Dr. Thomas Hackl und Dr. Young-Joo Lee aufgenommen. 

Die Messung erfolgte an den folgenden Spektromertern der Firma Bruker: Avance I 

400 MHz, Avance II 400 MHz, DMX 500 MHz, Avance III 600 MHz. 

Die Kalibrierung zur Ermittlung der chemischen Verschiebungen der Signale (1H/13C) erfolgte 

anhand der Lösungsmittelsignale [CHCl3 7.26/77.16 (in CDCl3); DMSO 2.50/39.52 (in 

DMSO-d6), MeOH 3.31/49.00 (in CD3OD), H2O 4.79 (in D2O)]. Die Verschiebungen der 31P-

NMR-Signale wurden gegen einen externen Standard (85%ige Phosphorsäure) angegeben. 

Für die Zuordnung der Signale wurden 1H,1H- sowie 1H,13C-Korrelationsspektren (H,H-

COSY, HSQC und HMBC) aufgenommen. Die NMR-Spektren wurden soweit möglich als 

Spektren 1. Ordnung ausgewertet. 

 

Infrarotspektroskopie (IR): 

An einem ALPHA Platinum ATR-IR-Spektrometer der Firma Bruker wurden die IR-Spektren 

aufgenommen. Die Messungen erfolgten in einem Messbereich von 400 - 4000 cm-1. 

5.1.5 Spektrometrie 

Massenspektrometrie (MS): 

Die Massenspektren wurden in der Massenspektrometrie-Abteilung des Fachbereiches 

Chemie der MIN-Fakultät der Universität Hamburg unter der Leitung von Dr. Maria Riedner 

aufgenommen. 

An einem Agilent 6224 Accurate-Mass TOF-Spektrometer der Firma Agilent Technologies 

wurden die hochaufgelösten ESI-Massenspektren im positiven bzw. negativen Modus 

gemessen. 
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Polarimetrie 

Die Drehwerte der anomerenreinen Zucker wurden an einem Optronic Polarimeter der Firma 

Krüss gemessen. Die Messung erfolgte bei 25 °C, einer Wellenlänge von 589 nm und einer 

Küvettenlänge von 1 dm. 

5.1.6 Weitere Geräte 

Gefriertrocknungsanlage 

Zur Trocknung von wässrigen Lösungen wurde eine Gefriertrocknungsanlage Alpha 2-4 

LDplus mit einem vertikalen Trockenrechen (121224) der Firma Christ verwendet. 

 

Mikrowelle 

Für mikrowellenunterstützte Reaktionen wurde eine Discover BenchMate Mikrowelle der 

Firma CEM eingesetzt. 

 

Wasseraufbereitungsanlage 

Reinstwasser (Milli-Q) wurde durch ein arium® pro UV-Reinstwassersystem der Firma 

Sartorius gewonnen. 

 

Schmelzpunktbestimmung: 

Für die Ermittlung der Schmelzpunkte wurde ein Schmelzpunkt-Messgerät IA 9200 

Schmelzpunktbestimmungsgerät der Firma Electrothermal verwendet. 

 

pH-Messgerät 

Zur pH-Wert Kontrolle während Reaktionen wurde das pH-Messgerät ProLab 3000 der Firma 

Schott eingesetzt. 

 

Thermomixer 

Zur Inkubation der Hydrolyselösungen wurde ein Thermomixer comfort der Firma Eppendorf 

verwendet. 

 

Zentrifuge 

Es wurde eine Zentrifuge Heraeus Primo R Centrifuge der Firma Thermo Scientific bei 

Raumtemperatur und 8000 u/min verwendet. 
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5.2 Synthesen 

5.2.1 Allgemeine Arbeitsvorschriften (AAV) 

AAV 1: Synthese von vollständig geschützten Nucleosiden bzw. Glycopyranosen 

Unter Inertgasatmosphäre wurden 1.0 Äquiv. des Nucleosids/Zuckers zunächst dreimal mit 

abs. Pyridin coevaporiert und anschließend in abs. Pyridin (4.5 mL pro mmol 

Nucleosid/Zucker) gelöst bzw. suspendiert. Zu der Lösung wurden 1.3 Äquiv. 

tert-Butyldimethylsilylchlorid gegeben und der Reaktionsansatz wurde 11-20 h bei Rt gerührt. 

Der Reaktionsverlauf wurde dünnschichtchromatographisch verfolgt. Im Fall von 

Nucleosiden mit einem Elutionsgemisch aus CH2Cl2/CH3OH 7:4 v/v und im Fall von Zuckern 

mit CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v. Nach vollständiger Umsetzung des Eduktes wurde 

Essigsäureanhydrid (3 Äquiv. pro Hydroxyl- / Aminofunktion) dazugegeben und der 

Reaktionsansatz weitere 3-20 h bei Rt gerührt. Die vollständige Umsetzung wurde ebenfalls 

dünnschichtchromatographisch mit EE bei Nucleosiden und mit PE/EE 2:1 v/v bei Zuckern 

überprüft. Anschließend wurde das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt und der 

Rückstand 3x mit Toluol und mehrere Male mit CH2Cl2 coevaporiert. Der Rückstand wurde in 

EE aufgenommen und 2x mit H2O und ebenfalls 2x mit einer gesättigten 

Natriumhydrogencarbonat-Lösung gewaschen. Anschließend wurde die organische Phase 

über Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck 

entfernt. Die Reinigung des Rohproduktes erfolgte säulenchromatographisch an Kieselgel 

mit EE als Eluent bei den Nucleosiden. Die erste säulenchromatographische Reinigung der 

Zucker erfolgte mit PE/EE 2:1 v/v und die zweite Reinigung mit PE/EE 3:1 v/v. 

 

AAV 2: Spaltung von tert-Butyldimethylsilylethern 

Es wurden 1.0 Äquiv. des zu spaltenden Silylethers in CH2Cl2 gelöst und die Lösung mit 

6.0 Äquiv. Et3N*3HF versetzt. Der Reaktionsansatz wurde ca. 20 h bei Rt gerührt. Die 

Reaktionsverfolgung erfolgte dünnschichtchromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v oder 

EE bei Nucleosiden und mit PE/EE 1:1 v/v oder EE bei Zuckern. Nach der vollständigen 

Umsetzung des Eduktes wurde zum Abbruch der Reaktion etwas Kieselgel zu dem 

Reaktionsansatz gegeben. Anschließend wurde das Lösungsmittel unter vermindertem 

Druck entfernt und das Rohprodukt säulenchromatographisch an Kieselgel, im Fall von 

Nucleosiden mit EE/CH3OH (9:1 v/v bzw. 4:1 v/v) und im Fall von Zuckern mit EE als Eluent 

gereinigt. 
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AAV 3: Darstellung von cycloSal-Triestern 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurde 1.0 Äquiv. des zu 

veresternden Nucleosids zunächst 2 h im Ölpumpenvakuum getrocknet und dann in abs. 

CH3CN gelöst. Die Lösung wurde auf -20 °C gekühlt und bei dieser Temperatur wurde 

DIPEA (2.0 Äquiv.) dazugegeben. Anschließend wurden 2.0 Äquiv. 5-Nitro-cycloSaligenyl-

chlorphosphit 53 gelöst in abs. CH3CN zu dem Reaktionsansatz getropft. Dieser wurde bei 

Rt bis zur vollständigen Umsetzung des Nucleosids gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte 

dünnschichtchromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH (9:1 v/v). Der Reaktionsansatz wurde 

erneut auf -20 °C gekühlt und mit Oxone® (4.0 Äquiv.) gelöst in wenig kaltem H2O versetzt. 

Nach vollständigem Umsatz wurde der Rückstand in EE aufgenommen und zweimal mit 

kaltem H2O gewaschen. Die organische Phase wurde sofort über Natriumsulfat getrocknet, 

filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Der Rückstand wurde in 

CH2Cl2 aufgenommen und unlösliche Bestandteile wurden durch Filtration entfernt. Das 

Lösungsmittel wurde erneut unter vermindertem Druck entfernt und der Rückstand wurde in 

CH3CN/H2O aufgenommen und gefriergetrocknet. Die Reinigung erfolgte dünnschicht-

chromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH (9:1 v/v) + 0.3% Essigsäure als Eluent. 

 

AAV 4: Acetylierung von Glycopyranosen 

Die zu acetylierende Verbindung (1.0 Äquiv.) wurde in Pyridin gelöst und bei 0 °C langsam 

mit 3.0 Äquiv. Essigsäureanhydrid (pro Hydroxylgruppe) versetzt. Der Reaktionsansatz 

wurde für ca. 20 h bei Rt gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschicht-

chromatographisch mit PE/EE (1:1 v/v) bei Galactose-Derivaten und mit EE bei 

Neuraminsäure-Derivaten. Nach der vollständigen Umsetzung des Eduktes wurde das 

Lösungsmittel entfernt und mehrere Male mit Toluol coevaporiert. Anschließend wurde der 

Rückstand in EE aufgenommen und zweimal mit gesättigter NaHCO3-Lösung und H2O 

gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das 

Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Die Reinigung erfolgte säulen-

chromatographisch. 

 

AAV 5: Darstellung von 2-Chlor-N-Acetylneuraminsäurederivaten 

Bei 0 °C wurden 1.0 Äquiv. des entsprechenden N-Acetylneuraminsäurederivates in 

Acetylchlorid (8.5 mL pro mmol Zucker) gelöst und mit abs. CH3OH (170 µL pro mmol 

Zucker) versetzt. Der Reaktionsansatz wurde bei Rt für 20-70 h in einer geschlossenen 

Reaktionsapparatur gerührt. Anschließend wurde das Lösungsmittel im Ölpumpenvakuum 

entfernt und der erhaltene farblose Rückstand dreimal mit Toluol, fünfmal mit CH2Cl2 

coevaporiert und anschließend gründlich im Vakuum getrocknet. 
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AAV 6: Substitution von Chlor gegen Hydroxyl am anomeren Zentrum von N-Acetyl-

neuraminsäurederivaten 

Die Reaktion wurde in einem mit Aluminiumfolie abgedunkeltem Reaktionsgefäß durchge-

führt. Es wurden 1.0 Äquiv. des entsprechenden Chlor-N-AcetylneuraminsäureDerivates in 

einem Gemisch aus Aceton und demineralisiertem H2O (4:1 v/v) gelöst. Zu der 

Reaktionslösung wurden 3.0 Äquiv. Silbercarbonat gegeben und diese für 1-3 h bei Rt 

gerührt (DC: PE/Aceton 1:1 v/v). Die Suspension wurde über Celite filtriert, mit Aceton 

gewaschen und das Lösungsmittel im Membranpumpenvakuum entfernt. Die Reinigung 

erfolgte säulenchromatographisch an Kieselgel entweder mit PE/Aceton 1:1 v/v oder 

EE/CH3OH 98:2 v/v als Eluent. 

 

AAV 7: Darstellung von 5-N-Acyl modifizierten Neuraminsäure-Derivaten 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden 1.0 Äquiv. des 

Thioglycosids 83 zunächst einmal mit abs. CH3OH coevaporiert und anschließend in abs. 

CH3OH gelöst. Zu der Lösung wurden 9.0 Äquiv. Methansulfonsäure gegeben und der 

Reaktionsansatz wurde für 24 h bei 60 °C gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte 

dünnschichtchromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH 5:3 v/v. Die Detektion des freien Amins 

erfolgte durch Besprühen mit einer Ninhydrinlösung. Nach Abkühlen der Reaktionslösung 

wurde diese mit abs. Et3N neutralisiert und dann ins basische überführt. Anschließend 

wurden bei 0 °C 1.8 Äquiv. des entsprechenden Carbonsäureanhydrids dazugegeben und 

der Reaktionsansatz wurde für 2 h bei dieser Temperatur gerührt. Die Reaktionskontrolle 

erfolgte ebenfalls dünnschichtchromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH 5:3 v/v. Das 

Lösungsmittel wurde im Ölpumpenvakuum entfernt und der Rückstand 1 h getrocknet. 

Abschließend wurde dieser in abs. Pyridin gelöst und mit 12 Äquiv. Essigsäureanhydrid 

versetzt. Das Reaktionsgemisch wurde 20 h bei Rt gerührt und dünnschicht-

chromatographisch verfolgt (EE). Nach vollständiger Umsetzung des Eduktes wurde das 

Lösungsmittel im Ölpumpenvakuum entfernt und der Rückstand dreimal mit Toluol 

coevaporiert. Anschließend wurde das Rohprodukt in EE aufgenommen und einmal mit 1 M 

HCl und zweimal mit H2O gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat 

getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel im Membranpumpenvakuum entfernt. Die 

säulenchromatographische Reinigung erfolgte an Kieselgel mit EE als Eluent. 

 

AAV 8: Spaltung des Thioglycosids von modifizierten Neuraminsäurederivaten 

Es wurden 1.0 Äquiv. des entsprechenden Thioglycosids in einem Gemisch aus Aceton/H2O 

(70:1) gelöst und mit 2.3 Äquiv. NBS versetzt. Nach 2.5 h Reaktionszeit bei Rt war kein 

Edukt mehr detektierbar (EE). Das Lösungsmittel wurde im Ölpumpenvakuum entfernt, der 

Rückstand in CH2Cl2 aufgenommen und je zweimal mit einer ges. NaHCO3-Lösung und H2O 
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gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das 

Lösungsmittel im Membranpumpenvakuum entfernt. Die säulenchromatographische 

Reinigung erfolgte an Kieselgel mit EE als Eluent. Um Reste von Glycal im Produkt 

abzutrennen, erfolgte eine weitere Reinigung an RP-18 Kieselgel mit CH3CN/H2O 1:1 v/v als 

Eluent. 

 

AAV 9: Selektive Phosphorylierung von Monosacchariden nach der Phosphoramidit-

Methode 

Unter Inertgasatmosphäre wurden 1.0 Äquiv. der zu phosphorylierenden Verbindung dreimal 

mit abs. CH3CN coevaporiert und anschließend in abs. CH3CN gelöst. Zu der Lösung wurden 

1.0-1.5 Äquiv. DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN) und langsam 1.2-1.5 Äquiv. des 

entsprechenden Phosphoramidits gegeben und der Reaktionsansatz wurde bei Rt für 

5 Minuten gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit PE/EE 

(1:1 v/v). Anschließend wurden 1.2-1.5 Äquiv. tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan) zu 

dem Reaktionsansatz gegeben und ebenfalls 5 Minuten bei Rt gerührt. Anschließend wurde 

das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch an Kieselgel mit einem PE/EE-Gradienten 1:1 (v/v) → EE als 

Eluent gereinigt. 

 

AAV 10: Darstellung von nicht-symmetrischen Phosphoramiditen 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden 1.0 Äquiv. des 

5’OH-freien Nucleosids sowie 1.1-1.5 Äquiv. des entsprechenden 4-Acyloxybenzyl-bis-

(diisopropylamino)phosphoramidits zunächst je dreimal mit absoluten CH3CN coevaporiert. 

Anschließend wurden beide Ausgangsverbindungen in abs. CH3CN gelöst. Zu dem 

Nucleosid wurden 1.0 Äquiv. DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN) bei 0 °C oder Rt 

gegeben und dann das Phosphordiamidit zum Reaktionsansatz getropft. Der 

Reaktionsansatz wurde 10-60 Minuten bei Rt gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte 

dünnschichtchromatographisch mit EE/Et3N 9:1 v/v mit zuvor konditionierten DC-Platten. 

Nach vollständigem Umsatz des Eduktes wurde das Lösungsmittel entfernt. Bei der 

Verwendung des selektiv blockierten Cytidins wurde der Rückstand in CH2Cl2 aufgenommen 

und einmal mit ges. Natriumhydrogencarbonat gewaschen. Die wässrige Phase wurde 

anschließend dreimal mit CH2Cl2 extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden 

abschließend einmal mit H2O gewaschen und dann über Natriumsulfat getrocknet, filtriert 

und das Lösungsmittel im Membranpumpenvakuum entfernt. Bei Verwendung des selektiv 

blockierten Adenosins wurde auf diesen Schritt verzichtet. Die Reinigung erfolgte am 

Chromatotron mit EE/Et3N 9:1 v/v als Elutionsmittel, ebenfalls mit zuvor konditionierter Platte. 
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AAV 11: Darstellung von Nucleosiddiphosphat-Pyranosen -nach der cycloSal-Methode 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden sowohl 2.0 Äquiv. 

des entsprechenden acetylgeschützten Glycosylphosphates als auch 1.0 Äquiv. des 

cycloSal-Nucleosidmonophosphates für ca. 3 h im Ölpumpenvakuum getrocknet. 

Anschließend wurden beide Ausgangsverbindungen je in wenig abs. DMF gelöst und für ca. 

1 h über aktiviertem Molsieb stehen gelassen. Das gelöste cycloSal-Nucleosid-

monophosphat wurde langsam zu der Lösung des Zuckerphosphates dazu getropft, wobei 

sich der Reaktionsansatz gelb färbte. Das Reaktionsgemisch wurde 48 h bei Rt gerührt und 

dünnschichtchromatographisch verfolgt (CH2C2/CH3OH 9:1 v/v). Nach vollständiger 

Umsetzung des Triesters wurde das Lösungsmittel vollständig entfernt, der Rückstand wurde 

in H2O aufgenommen und zweimal mit EE gewaschen. Die wässrige Phase wurde 

gefriergetrocknet. Der Rückstand wurde zur Abspaltung der Acetylschutzgruppen in 

CH3OH/H2O/Et3N 7:3:1 aufgenommen und 24 h bei Rt gerührt. Anschließend wurde das 

Lösungsmittel entfernt und der Rückstand in H2O aufgenommen. Nach erneuter Gefrier-

trocknung erfolgte eine säulenchromatographische Reinigung des Rohproduktes an RP-18 

Kieselgel mit H2O als Eluent. Die Detektion erfolgte dünnschichtchromatographisch mit 

isoPropanol/1 N Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v. 

 

AAV 12: Darstellung von fluoreszenzmarkierten NDP-Zuckern mittels Alkin-Azid-

Cycloaddition (CuAAC) 

Die Reaktion erfolgte unter Lichtausschluss. Es wurden 1.0 Äquiv. des entsprechenden 

NDP-Zuckers in 0.5 mL dest. H2O gelöst und zu dem NDP-Zucker wurden 1.3-1.4 Äquiv. 

5-Fam-Alkin gelöst in 1.5 mL DMF gegeben. Anschließend wurden sowohl 0.5 mL einer 

5%igen wässrigen Kupfersulfatpentahydratlösung als auch 0.5 mL einer 10%igen wässrigen 

Natriumascorbatlösung zu dem Reaktionsansatz gegeben. Die klare gelbe Lösung färbte 

sich blutrot und wurde zur Suspension. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschicht-

chromatographisch mit isoPropanol/1 N Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v. Nach 20 h 

Reaktionszeit hatte sich eine grüne Suspension gebildet und das Lösungsmittel wurde im 

Ölpumpenvakuum entfernt. Der Rückstand wurde in H2O aufgenommen und 

gefriergetrocknet, ebenfalls mit einem abgedunkelten Kolben. Die Reinigung erfolgte 

abgedunkelt mit Sephadex® LH 20 mit H2O als Eluent. Die Produktfraktionen wurden 

vereinigt und erneut unter Lichtausschluss gefriergetrocknet. Anschließend erfolgte ein 

Austausch der Kupferionen gegen Natriumionen über einen Ionentauschauer (Dowex 

50WX8 (Na+)). 
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AAV 13: Darstellung von lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivaten mittels der Phosphor-

amiditchemie 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden 1.0 Äquiv. 

OAcNeuN5AcCOOMe 22, sowie 1.2 Äquiv. des entsprechenden Phosphoramidits zunächst je 

dreimal mit abs. CH3CN coevaporiert. Anschließend wurden beide Ausgangsverbindungen in 

abs. CH3CN gelöst. Der Zucker wurde zu dem Phosphoramidit gegeben und die Lösung auf 

0 °C gekühlt. Bei dieser Temperatur wurden 1.2 Äquiv. DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in 

CH3CN) zu dem Reaktionsansatz getropft. Dieser wurde 30-60 Minuten bei Rt gerührt. Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit EE/Et3N 9:1 v/v mit zuvor 

konditionierten DC-Platten. Nach vollständigem Umsatz des Eduktes erfolgte die Oxidation 

mit 1.2 Äquiv. tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan) für 20 Minuten bei Rt. Nach 

vollständiger Umsetzung des Eduktes wurde das Lösungsmittel entfernt und die Reinigung 

wurde mit Sephadex® LH20 mit CH2Cl2 als Eluent durchgeführt. 

 

AAV 14: Darstellung von lipophilen CMP-Neu5Ac-Derivaten nach der cycloSal-

Methode 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. 1.0 Äquiv. des cycloSal-

Cytidinmonophosphates 75 und 1.5 Äquiv. des entsprechenden Neuraminsäure-Derivates 

wurden jeweils 30 Minuten im Ölpumpenvakuum getrocknet. Der Zucker wurde in 2.5 mL 

CH2Cl2 und 0.5 mL DMF gelöst und bei -50 °C mit 1.1 Äquiv. Natriumhydrid versetzt. Der 

Reaktionsansatz wurde 1 h bei dieser Temperatur gerührt. Anschließend wurde der 

Triester 75 zu dem Reaktionsansatz gegeben. Nach weiteren 20 Minuten bei -50 °C wurde 

der Reaktionsansatz auf Rt erwärmt. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromato-

graphisch mit (CH2C2/CH3OH 9:1 v/v). Nach einer Reaktionszeit von 4 h wurde das 

Lösungsmittel im Ölpumpenvakuum entfernt. Der gelbliche Rückstand wurde in H2O 

aufgenommen und gefriergetrocknet. Die Reinigung erfolgte mittels automatisierter RP-18 

Säulenchromatographie (0-4:30 min H2O 100% Vol., 4:30-10:20 H2O/CH3CN 90-10% Vol., 

10:20-25:50 min H2O/CH3CN 85-15% Vol., 25:50-37:00 min H2O/CH3CN 85-15% Vol., 37:00-

41:20 min H2O/CH3CN 75-25vol%., 41:20-48:10 min CH3CN 100vol%, Flussrate 10 mL/min). 

 

AAV 15: Darstellung von Adenosindiphosphat-Ribose-Derivaten mittels der Phosphor-

amiditchemie 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden sowohl 1.0 Äquiv. 

des Phosphoramidites 96 als auch 1.1-1.3 Äquiv. des entsprechenden Zuckerphosphates 

dreimal mit abs. CH3CN coevaporiert und anschließend für 30 Minuten im Ölpumpenvakuum 

getrocknet. Beide Verbindungen wurden in abs. CH3CN gelöst und das Zuckerphosphat 

wurde zu dem Phosphoramidit gegeben. Anschließend wurden 1.0 Äquiv. DCI-
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Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN) zu dem Reaktionsansatz gegeben. Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit EE/CH3OH/Et3N 8:1:1 v/v/v. 

Nach 5-10 Minuten Reaktionszeit war ein vollständiger Umsatz erreicht. Abschließend 

erfolgte die Oxidation mit 1.0 Äquiv. tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan). Die Reaktion 

war nach 5-10 Minuten beendet. Die Rohprodukte wurden mittels automatisierter RP-18 

Säulenchromatographie gereinigt (H2O/CH3CN 10-100% Vol., 0-15 min, Flussrate 

20 mL/min). 

5.2.2 Darstellung selektiv blockierter Nucleoside 

5.2.2.1 Synthese von 5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-2’,3’-O-acetyluridin 50 

Die Reaktion wurde nach AAV 1 durchgeführt. Es wurden 3.02 g (12.4 mmol, 1.0 Äquiv.) 

Uridin 49, 50 mL abs. Pyridin und 2.38 g (15.8 mmol, 1.3 Äquiv.) tert-Butyldimethylsilylchlorid 

eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 20 h. Nach vollständiger Umsetzung des Eduktes 

wurden 7.00 mL (74.1 mmol, 6.0 Äquiv.) Essigsäureanhydrid dazugegeben und der 

Reaktionsansatz weitere 20 h bei Rt gerührt. 

 

 

Ausbeute: 5.10 g (11.5 mmol, 93%) eines farblosen Feststoffes; 

Summenformel: C19H30N2O8Si; Molekulargewicht: 442.54 g/mol; 

DC: Rf-Wert: (EE) 0.56; Drehwert:  25

nm589α : +15° (c = 0.99, 

CH3OH);  Schmelzpunkt: 63.6 °C. 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.79 (s, 1H, NH), 7.86 (d, 3JH,H = 8.3 Hz, 1H, H6), 6.29 

(d, 3JH,H = 6.7 Hz, 1H, H1’), 5.73 (dd, 3JH,H = 8.2 Hz, 4JH,H = 1.8 Hz, 1H, H5), 5.36-5.30 (m, 

2H, H2’, H3’), 4.22-4.21 (m, 1H, H4’), 3.92 (dd, 2JH,H = 11.7 Hz, 3JH,H = 2.0 Hz, 1H, H5’a), 

3.83 (dd, 2JH,H = 11.5 Hz, 3JH,H = 1.7 Hz, 1H, H5’b), 2.13, 2.07 (2x s, 2x 3H, Acetyl-CH3), 

0.94 (s, 9H, tBu-CH3), 0.15, 0.13 (2x s, 2x 3H, Silyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.0, 169.7 (2x Cq-Acetyl), 162.8 (C4), 150.6 (C2), 

139.6 (C6), 103.3 (C5), 85.4 (C1’), 83.9 (C4’), 73.5 (C2’), 71.9 (C3’), 63.3 (C5’), 26.0 (tBu-

CH3), 20.8, 20.5 (2x Acetyl-CH3), 18.4 (Cq-tBu), -5.4, -5.5 (2x Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3196, 3067, 2929, 2857, 1747, 1713, 1698, 1458, 1376, 1308, 1233, 1123, 1089, 

1041, 927, 884, 829. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 443,1844 [M+H]+, gef.: 465.1664 [M+H]+. 
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5.2.2.2 Synthese von 2’,3’-Di-O-Acetyluridin 48 

Die Reaktion wurde nach AVV 2 durchgeführt. Es wurden 4.75 g (10.7 mmol, 1.0 Äquiv.) 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-2’,3’-O-acetyluridin 50, 40 mL CH2Cl2 und 10.4 mL (63.9 mmol, 

6.0 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 20 h. Die säulenchromato-

graphische Reinigung erfolgte mit EE/CH3OH (9:1 v/v) als Elutionsmittel. 

 

 

Ausbeute: 3.52 g (10.7 mmol, quantitativ) eines farblosen Feststoffes; 

Summenformel: C13H16N2O8; Molekulargewicht: 328.27 g/mol; DC: 

Rf-Wert: (CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.35; Drehwert:  25

nm589α : +20° (c = 

1.01, CH3OH); Schmelzpunkt: 55.5 °C. 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.94 (s, 1H, NH), 7.73 (d, 3JH,H = 8.3 Hz, 1H, H6), 6.07-

6.04 (m, 1H, H1’), 5.78 (dd, 3JH,H = 8.3 Hz, 4JH,H = 1.1 Hz, 1H, H5), 5.49-5.46 (m, 2H, H2’, 

H3’), 4.22-4.20 (m, 1H, H4’), 3.95 (dd, 2JH,H = 12.2 Hz, 3JH,H = 2.3 Hz, 1H, H5’a), 3.86 (dd, 

2JH,H = 12.0 Hz, 3JH,H = 2.3 Hz, 1H, H5’b), 2.13, 2.08 (2x s, 2x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.2, 169.9 (2x Cq-Acetyl), 163.1 (C4), 150.6 (C2), 

140.8 (C6), 103.4 (C5), 87.7 (C1’), 83.6 (C4’), 73.1 (C2’), 71.4 (C3’), 62.0 (C5’), 20.8, 20.6 

(2x Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3444, 3213, 3065, 2937, 2880, 2821, 1744, 1674, 1459, 1374, 1212, 1103, 1077, 

1043, 953, 812. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 351.0799 [M+Na]+, gef.: 351.0805 [M+Na]+. 

5.2.2.3 Synthese von 5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4-acetyl-2’,3’-di-O-acetylcytidin 66 

Die Reaktion wurde nach AAV 1 durchgeführt. Es wurden 5.07 g (20.8 mmol, 1.0 Äquiv.) 

Cytidin 65, 92 mL abs. Pyridin und 3.54 mg (23.5 mmol, 1.1 Äquiv.) tert-Butyldimethyl-

silylchlorid eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 25 h. Nach vollständiger Umsetzung des 

Eduktes wurden 19.5 mL (21.1 g, 206 mmol, 10 Äquiv.) Essigsäureanhydrid dazugegeben 

und der Reaktionsansatz weitere 20 h bei Rt gerührt. 

 

 

Ausbeute: 7.16 g (14.8 mmol, 72%) eines farblosen Feststoffes ; 

Summenformel: C21H33N3O8Si; Molekulargewicht: 483.59 g/mol; 

DC: Rf-Wert: (CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.68; Drehwert:  25

nm589α : 

+31° (c = 1.05, CH3OH); Schmelzpunkt: 80 °C. 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 10.18 (s, 1H, NHAc), 8.27 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H6), 

7.42 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H5), 6.36-6.32 (m, 1H, H1‘), 5.37-5.32 (m, 2H, H2’, H3’), 4.27-

4.23 (m, 1H, H4’), 3.98 (dd, 2JH,H = 11.7 Hz, 3JH,H = 2.0 Hz, 1H, H5’a), 3.82 (dd, 2JH,H = 

11.7 Hz, 3JH,H = 1.7 Hz, 1H, H5’b), 2.27, 2.08, 2.05 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3), 0.93 (s, 9H, 

tBu-CH3), 0.13 (s, 6H, 2x Silyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.3, 169.9, 169.6 (3x Cq-Acetyl), 163.3 (C2), 155.1 

(C4), 144.4 (C6), 97.4 (C5), 87.1 (C1’), 83.6 (C4’), 74.7 (C2’), 71.1 (C3’), 62.6 (C5’), 26.0 

(tBu-CH3), 25.0 (N-Acetyl-CH3), 20.7, 20.6 (2x O-Acetyl-CH3), 18.4 (Cq-tBu), -5.5, -5.5 (2x 

Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 2930, 2857, 1748, 1669, 1556, 1488, 1371, 1003, 999, 830, 810, 781. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 484.2115 [M+H]+, gef.: 484.2118 [M+H]+. 

5.2.2.4 Synthese von N4-Acetyl-2’,3’-di-O-acetylcytidin 64 

Die Durchführung erfolgte nach AVV 2. Es wurden 6.95 g (14.4 mmol, 1.0 Äquiv.) 5’-O-(tert-

Butyldimethylsilyl)-N4-acetyl-2’,3’-di-O-acetylcytidin 66, 50 mL CH2Cl2 und 9.0 mL (55 mmol, 

4 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 22 h. Die säulenchromatogra-

phische Reinigung erfolgte mit EE/CH3OH (4:1 v/v) als Elutionsmittel. 

 

 

Ausbeute: 5.34 mg (144 mmol, quantitativ) eines farblosen Feststoffes; 

Summenformel: C15H19N3O8; Molekulargewicht: 369.33 g/mol; DC: Rf-

Wert: (EE/CH3OH 4:1 v/v) 0.50; Drehwert:  25

nm589α : +43° (c = 1.02, 

CH3OH); Schmelzpunkt: 166 °C. 

 

 

1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 10.93 (s, 1H, NHAc), 8.22 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, 

H6), 7.23 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H5), 6.02 (d, 3JH,H = 5.1 Hz, 1H, H1‘), 5.40 (dd, 1H, 3JH,H = 

5.4 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, H2’), 5.37-5.30 (m, 2H, H3’, -OH), 4.20-4.16 (m, 1H, H4’), 3.72 (ddd, 

2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 5.0 Hz, 3JH,H = 2.9 Hz, 1H, H5’a), 3.62 (ddd, 2JH,H = 12.3 Hz, 3JH,H = 

5.2 Hz, 3JH,H = 3.3 Hz, 1H, H5’b), 2.11, 2.08, 2.04 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 171.1, 169.4, 169.3 (3x Cq-Acetyl), 162.7 (C2), 

154.5 (C4), 145.5 (C6), 96.0 (C5), 88.0 (C1’), 82.9 (C4’), 73.3 (C2’), 70.3 (C3’), 62.3 (C5’), 

24.4, 20.8, 20.6 (3x Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3452, 3284, 3136, 2933, 1742, 1652, 1554, 1494, 1431, 1371, 1238, 1064, 

1041, 812. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 392.1070 [M+Na]+, gef.: 392.1062 [M+Na]+. 
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5.2.2.5 Synthese von N2-Acetyl-2’,3’,5’-tri-O-acetylguanosin 52 

Es wurden 5.01 g (17.7 mmol, 1.0 Äquiv.) Guanosin 51 in 100 mL CH3CN suspendiert und 

mit 24.5 mL (177 mmol, 10 Äquiv.) Et3N und 30.1 mL (318 mmol, 18 Äquiv.) 

Essigsäureanhydrid versetzt. Der Reaktionsansatz wurde bei Rt gerührt. Nach kurzer Zeit 

war der Feststoff gelöst. Nach 26 h war kein Edukt mehr detektierbar (DC: EE/CH3OH 9:1). 

Während der Reaktionszeit hatte sich die Lösung dunkelrot gefärbt. Der Reaktionsansatz 

wurde in EE aufgenommen und dreimal mit H2O und zweimal mit ges. Natriumchloridlösung 

gewaschen. Die wässrigen Phasen wurden ebenfalls zweimal mit EE extrahiert. Die 

vereinigten organischen Phasen wurden anschließend über Natriumsulfat getrocknet, filtriert 

und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde 

säulenchromatographisch an Kieselgel mit EE/CH3OH (9:1 v/v) als Eluent gereinigt. 

 

Anmerkung: Es wurde festgestellt, dass das Produkt beim Waschen ebenfalls in die 

wässrige Phase übergeht. Es konnte nicht vollständig extrahiert werden. 

 

Ausbeute: 3.97 g (8.80 mmol, 50%) eines orangefarbenen 

Feststoffes; Summenformel: C18H21N5O9; Molekular-

gewicht: 451.39 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE/CH3OH 9:1 v/v) 

0.34; Drehwert:  25

nm589α : +4.8° (c = 1.00, CH3OH); 

Schmelzpunkt: 70.5 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 11.99 (s, 1H, NH), 9.36 (s, 1H, NHAc), 7.73 (s, 1H, 

H8), 5.95 (d, 3JH,H = 5.0 Hz, 1H, H1’), 5.91 (dd, 3JH,H = 5.0 Hz, 3JH,H = 5.0 Hz, 1H, H2’), 5.71 

(dd, 3JH,H = 4.6 Hz, 3JH,H = 4.6 Hz, 1H, H3’), 4.65 (dd, 2JH,H = 10.8 Hz, 3JH,H = 3.8 Hz, 1H, 

H5’a), 4.50-4.40 (m, 2H, H4’, H5’b), 2.32 2.14 (2x s, 2x 3H, Acetyl-CH3), 2.08 (s, 6H, 

Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 172.4, 171.5, 169.8, 169.5, (4x Cq-Acetyl), 155.6 

(C6), 174.8 (C4), 147.7 (C2), 138.5 (C8), 122.5 (C5), 87.6 (C1’), 80.2 (C4’), 72.9 (C2’), 71.1 

(C3’), 63.3 (C5’), 24.4 (N-Acetyl-CH3) 21.0, 20.7, 20.5 (3x O-Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3151, 2941, 1744, 1674, 1608, 1557, 1480, 1403, 1369, 1216, 1090, 1037, 

900, 784, 640, 599, 530. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 452.1412 [M+H]+, gef.: 452.1429 [M+H]+. 

5.2.2.6 Synthese von N2-Acetyl-2’,3’-di-O-acetylguanosin 47 

In 7 Ansätzen à 400 mg wurden insgesamt 2.87 g (6.36 mmol, 1.0 Äquiv.) N2-Acetyl-2’,3’,5’-

tri-O-acetylguanosin 52 in je 1 mL DMF gelöst und mit je 4 mL Phosphatpuffer pH 7 und je 

0.9 mL des in Propylenglykol gelösten Enzyms Subtilisin (91.0 mg/mL) versetzt. Die 
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Reaktionsansätze wurden 4 Tage bei 37 °C gerührt und anschließend auf Rt abgekühlt. Es 

wurden je 4 mL CH3OH zu den Reaktionslösungen gegeben und 30 Minuten bei Rt gerührt. 

Der dabei entstandene farblose Niederschlag wurde durch Zentrifugation und 

anschließendes Dekantieren abgetrennt. Das Lösungsmittel wurde unter vermindertem 

Druck entfernt und der braune, ölige Rückstand wurde in 15 mL EE und 15 mL CH3OH 

aufgenommen und erneut zentrifugiert. Das Lösungsmittel wurde wiederum unter 

vermindertem Druck entfernt und das Rohprodukt wurde mehrfach säulenchromatographisch 

an Kieselgel mit einem CH2Cl2/CH3OH-Gradienten (1:0 → 19:1 v/v) als Eluent gereinigt. 

 

Ausbeute: 679 mg (1.66 mmol, 26%) eines farblosen 

Feststoffes (Reisolation von 1.10g (2.44 mmol) des Eduktes 

als weißer Feststoff); Summenformel: C16H19N5O8; Mole-

kulargewicht: 409.35 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH2Cl2/CH3OH 9:1 

v/v) 0.46; Drehwert:  25

nm589α : +0.50° (c = 0.995, CH3OH); 

Schmelzpunkt: 52.8 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.2 (s, 1H, NH), 9.34 (bs, 1H, NHAc), 7.90 (s, 1H, 

H8), 5.97-5.86 (m, 2H, H1’, H2’), 5.67 (dd, 1H, 3JH,H = 5.2 Hz, 3JH,H = 2.7 Hz, H3’), 4.32 (d, 

1H, 3JH,H = 2.0 Hz H4’), 4.00 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 1.6 Hz, H5’a), 3.83 (dd, 1H, 2JH,H 

= 12.6 Hz, 3JH,H = 1.6 Hz, H5’b), 2.36, 2.16, 2.04 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.2, 170.1, 169.6, (3x Cq-Acetyl), 155.4 (C6), 

148.2 (C2), 147.7 (C4), 122.4 (C5), 87.6 (C1’), 84.3 (C4’), 72.4 (C2’), 71.4 (C3’), 61.9 (C5’), 

24.5 (s, N-Acetyl-CH3), 20.8, 20.5 (2x s, 2x O-Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3116, 2934, 2857, 1747, 1675, 1608, 1558, 1402, 1371, 1220, 1048, 998. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 410.1306 [M+H]+, gef.: 410.1313 [M+H]+. 

5.2.2.7 Synthese von 5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4-acetyl-2’,3’-diacetyladenosin 98 

und 5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4,N4-diacetyl-2’,3’-diacetyladenosin 99 

Die Reaktion wurde nach AAV 1 durchgeführt. Es wurden 2.05 g (7.67 mmol, 1.0 Äquiv.) 

Adenosin 91, 35.0 mL abs. Pyridin und 1.40 g (9.29 mmol, 1.2 Äquiv.) tert-Butyldimethyl-

silylchlorid eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 11 h. Nach vollständiger Umsetzung des 

Eduktes wurden 6.50 mL (68.8 mmol, 9.0 Äquiv.) Essigsäureanhydrid dazugegeben und der 

Reaktionsansatz 60 h bei Rt gerührt. 

 

 

 

 



Experimenteller Teil 

 

145 
 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4-acetyl-2’,3’-diacetyladenosin 98: 

Ausbeute: 1.54 g (3.03 mmol, 44%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C22H33N5O7Si; Molekular-

gewicht: 507.61 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE) 0.38; Drehwert: 

 25

nm589α : -26.1° (c = 1.00, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 52.8 °C. 

 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.69 (s, 1H, H2), 8.58 (s, 1H, NHAc), 8.37 (s, 1H, H8), 

6.39 (d, 3JH,H = 6.8 Hz, 1H, H1‘), 5.77 (dd, 3JH,H = 6.7 Hz, 3JH,H = 5.3 Hz, 1H, H2‘), 5.54 (dd, 

3JH,H = 5.3 Hz, 3JH,H = 2.6 Hz, 1H, H3‘), 4.35-4.31 (m, 1H, H4’), 3.97 (dd, 2JH,H = 11.5 Hz, 3JH,H 

= 2.7 Hz, 1H, H5’a), 3.89 (dd, 2JH,H = 11.5 Hz, 3JH,H = 2.4 Hz, 1H, H5’b), 2.61 (s, 3H, N-

Acetyl-CH3), 2.15, 2.03 (2x s, 2x 3H, O-Acetyl-CH3), 0.95 (s, 9H, tBu-CH3), 0.15 (s, 6H, 2x 

Silyl-CH3). 

13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.4, (N-Acetyl-Cq), 169.9, 169.5 (2x O-Acetyl-Cq), 

152.8 (C2), 151.5 (C4), 149.4 (C6), 140.8 (C8), 121.9 (C5), 85.2 (C1’), 84.3 (C4’), 74.4 (C2’), 

72.0 (C3’), 63.2 (C5’), 26.1 (tBu-CH3), 25.8 (N-Acetyl-CH3), 20.8, 20.5 (2x O-Acetyl-CH3), 

18.5 (tBu-Cq), -5.3, -5.4 (2x Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 2953, 2930 2857, 1748, 1703, 1606, 1585, 1465, 1371, 1210, 1089, 1031, 831, 

778, 643, 571. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 508.2222 [M+H]+, gef.: 508.2271 [M+H]+. 

 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4,N4-diacetyl-2’,3’-diacetyladenosin 99: 

Ausbeute: 2.34 g (4.26 mmol, 55%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C24H35N5O8Si; Molekularge-

wicht: 549.65 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE) 0.72; Drehwert: 

 25

nm589α : -20.3° (c = 1.00, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 50.9 °C. 

 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.96 (s, 1H, H2), 8.53 (s, 1H, H8), 6.46 (d, 3JH,H = 

7.0 Hz, 1H, H1‘), 5.79 (dd, 3JH,H = 7.0 Hz, 3JH,H = 5.3 Hz, 1H, H2‘), 5.55 (dd, 3JH,H = 5.2 Hz, 

3JH,H = 2.3 Hz, 1H, H3‘), 4.37-4.33 (m, 1H, H4’), 3.97 (dd, 2JH,H = 11.6 Hz, 3JH,H = 2.2 Hz, 1H, 

H5’a), 3.91 (dd, 2JH,H = 11.6 Hz, 3JH,H = 2.3 Hz, 1H, H5’b), 2.36 (s, 6H, 2x N-Acetyl-CH3), 

2.17, 2.06 (2x s, 2x 3H, 2xs O-Acetyl-CH3), 0.94 (s, 9H, tBu-CH3), 0.15, 0.15 (2x s, 2x 3H, 

2x Silyl-CH3). 
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 172.0, (N-Acetyl-Cq), 170.0, 169.5 (2x O-Acetyl-Cq), 

154.0 (C4), 153.1 (C2), 151.0 (C6), 144.1 (C8), 130.8 (C5), 85.3 (C1’), 84.7 (C4’), 74.4 (C2’), 

72.0 (C3’), 63.3 (C5’), 26.5 (N-Acetyl-CH3), 26.1 (tBu-CH3), 20.8, 20.5 (2x O-Acetyl-CH3), 

18.6 (tBu-Cq), -5.3, -5.4 (2x Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 2952, 2931, 2858, 1749, 1721, 1601, 1577, 1337, 1206, 1129, 1086, 1045, 831, 

778, 645, 589. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 550.2328 [M+H]+, gef.: 550.2385 [M+H]+. 

5.2.2.8 Synthese von N4-Acetyl-2’,3’-di-O-acetyladenosin 97 

Die Reaktion wurde nach AAV 2 durchgeführt. Es wurden 1.48 g (2.92 mmol, 1.0 Äquiv.) 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4-acetyl-2’,3’-di-O-acetyladenosin 98, 20.0 mL CH2Cl2 und 

3.00 mL (18.4 mmol, 6.3 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 22 h und die 

Reaktionsverfolgung erfolgte mit EE. Die säulenchromatographische Reinigung erfolgte mit 

EE/CH3OH (9:1 v/v) als Elutionsmittel. 

 

Ausbeute: 1.15 g (2.92 mmol, quantitativ) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C16H19N5O7;  

Molekulargewicht: 393.35 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE/CH3OH) 0.38; 

Drehwert:  25

nm589α : -43.2° (c = 1.00, CH3OH); Schmelzpunkt: 

67.2 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 10.75 (s, 1H, NHAc), 8.71 (s, 1H, H8), 8.67 (s, 1H, 

H2), 6.30 (d, 3JH,H = 6.6 Hz, 1H, H1‘), 5.77 (dd, 3JH,H = 6.6 Hz, 3JH,H = 5.8 Hz, 1H, H2‘), 5.54 

(dd, 3JH,H = 5.5 Hz, 3JH,H = 3.0 Hz, 1H, H3‘), 5.43 (t, 3JH,H = 5.2 Hz, 1H, -OH), 4.28-4.23 (m, 

1H, H4’), 3.78-3.71 (m, 1H, H5’a), 3.69-3.62 (m, 1H, H5’b), 2.25 (s, 3H, N-Acetyl-CH3), 2.14, 

1.99 (2x s, 2x 3H, 2x O-Acetyl-CH3). 

13C-NMR (126 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 169.6, 169.3 (2x O-Acetyl Cq), 168.9 (N-Acetyl 

Cq), 151.9 (C2), 151.6 (C4), 149.8 (C6), 142.6 (C8), 123.7 (C5), 85.2 (C1’), 83.8 (C4’), 72.6 

(C2’), 71.1 (C3’), 60.9 (C5’), 24.3 (N-Acetyl CH3), 20.5, 20.2 (2x O-Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3337, 3118, 2937, 1719, 1602, 1579, 1422, 1367, 1292, 1042, 984, 897, 624, 

590. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 394.1357 [M+H]+, gef.: 394.1389 [M+H]+. 
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5.2.2.9 Synthese von N4,N4-Diacetyl,2’,3’-di-O-acetyladenosin 100 

Die Reaktion wurde nach AAV 2 durchgeführt. Es wurden 2.18 g (3.97 mmol, 1.0 Äquiv.) 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-N4,N4-diacetyl-2’,3’-diacetyladenosin 99, 20.0 mL CH2Cl2 und 

4.00 mL (24.6 mmol, 6.2 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 20 h und die 

Reaktionsverfolgung erfolgte mit EE. Die säulenchromatographische Reinigung erfolgte mit 

EE/CH3OH (9:1 v/v) als Elutionsmittel. 

 

Ausbeute: 1.46 g (3.35 mmol, 84%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C18H21N5O8; Molekulargewicht: 

435.39 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE/CH3OH) 0.63; Drehwert:  25

nm589α : 

-30.5° (c = 1.00, CH3OH); Schmelzpunkt: 55.6 °C. 

 

 

1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 9.02 (s, 1H, H8), 8.94 (s, 1H, H2), 6.39 (d, 3JH,H = 

6.3 Hz, 1H, H1‘), 5.99 (dd, 3JH,H = 5.6 Hz, 3JH,H = 5.6 Hz, 1H, H2‘), 5.59 (dd, 3JH,H = 5.3 Hz, 

3JH,H = 3.5 Hz, 1H, H3‘), 5.39-5.33 (m, 1H, -OH), 4.30-4.26 (m, 1H, H4’), 3.79-3.72 (m, 1H, 

H5’a), 3.71-3.63 (m, 1H, H5’b), 2.27 (s, 6H, 2x N-Acetyl-CH3), 2.14, 2.02 (2x s, 2x 3H, 2x O-

Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 171.7, 171.7 (2x O-Acetyl Cq), 169.5, 169.3 (2x 

N-Acetyl Cq), 153.2 (C2), 152.5 (C4), 149.9 (C6), 146.2 (C8), 130.1 (C5), 85.6 (C1’), 83.8 

(C4’), 72.8 (C2’), 71.8 (C3’), 60.7 (C5’), 25.8 (N-Acetyl CH3), 20.4, 20.2 (2x O-Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3270, 3120, 2938, 1743, 1608, 1586, 1458, 1428, 1370, 1296, 1211, 1036, 917, 

640, 539. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 458.1288 [M+Na]+, gef.: 458.1202 [M+Na]+. 

5.2.3 Darstellung des cycloSal-Chlorphosphits 53 

5.2.3.1 Synthese von 5-Nitrosalicylalkohol 55 

Es wurden 5.05 g (30.2 mmol, 1.0 Äquiv.) 5-Nitrosalicylaldehyd 54 in 150 mL reinst Ethanol 

gelöst und unter Wasserkühlung portionsweise 1.10 g (29.0 mmol, 0.96 Äquiv.) 

Natriumborhydrid dazugegeben, wobei sich die Lösung von gelb nach orange färbte. Der 

Reaktionsansatz wurde 20 h bei Rt gerührt. Nach vollständiger Umsetzung des Eduktes 

(DC-Kontrolle CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) wurde die Lösung mit 4.5 mL H2O versetzt und bis 

zum Farbumschlag nach gelb tropfenweise mit konz. Salzsäure versetzt. Der dabei 

entstandene Niederschlag wurde filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck 

entfernt. Der Rückstand wurde dreimal mit CH3OH coevaporiert und anschließend aus H2O 

umkristallisiert. 
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Ausbeute: 3.96 g (23.4 mmol, 80%) eines gelben, kristallinen 

Feststoffes; Summenformel: C7H7NO4; Molekulargewicht: 

169.13 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.79; 

Schmelzpunkt: 127.9 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 11.10 (bs, 1H, OH-Phenol), 8.21 (d, 4JH,H = 3.1 Hz, 

1H, H6), 8.02 (dd, 3JH,H = 8.9 Hz, 4JH,H = 2.8 Hz, 1H, H4), 6.94 (d, 3JH,H = 8.9 Hz, 1H, H3), 

5.35 (s, 1H, OH-Benzyl), 4.51 (s, 2H, H7a,b). 

13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 160.4 (C5), 139.6 (C2), 130.3 (C1), 124.0 (C4), 

122.7 (C6), 114.7 (C3), 57.4 (C7). 

IR: �̃� [cm-1] = 3457, 3072, 2997, 2953, 2892, 2810, 2754, 2617, 2564, 1923, 1617, 1591, 

1484 1331, 1289, 1194, 1085, 987, 905, 843, 734, 491. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 152.0348 [M-OH]+, gef.: 152.0343 [M-OH]+. 

5.2.3.2 Synthese von 5-Nitro-cycloSaligenylchlorphosphit 53 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt, um Feuchtigkeit und 

Sauerstoff auszuschließen. Es wurden 1.00 g (5.93 mmol, 1.0 Äquiv.) 5-Nitrosalicyl-

alkohol 55 zunächst 1 h im Ölpumpenvakuum getrocknet und anschließend in 60 mL abs. 

Diethylether gelöst. Die Lösung wurde auf -20 °C gekühlt und bei dieser Temperatur wurden 

650 μL (7.19 mmol, 1.2 Äquiv.) frisch destilliertes Phosphor(III)-chlorid zu dem 

Reaktionsansatz getropft und 10 Minuten gerührt. Anschließend wurden über einen Zeitraum 

von 2 h 1.05 mL (13.0 mmol, 2.2 Äquiv.) abs. Pyridin in 20 mL abs. Diethylether ebenfalls bei 

-20 °C dazu getropft. Nach Beendigung der Zugabe wurde die Reaktionslösung weitere 

60 Minuten bei Rt gerührt und anschließend über Nacht bei -18 °C gelagert, um ein 

möglichst vollständiges Ausfallen des Pyridiniumchlorids zu gewährleisten. Es wurde unter 

Inertgas filtriert und das Lösungsmittel im Ölpumpenvakuum entfernt. Aufgrund der 

Instabilität des Produktes wurde das erhaltene Öl in der folgenden Reaktion ohne weitere 

Reinigung eingesetzt. 

 

Ausbeute: 799 mg (3.42 mmol, 57%) eines gelblichen Öls als 

Gemisch zweier Enantiomere (Rohprodukt) Summenformel: 

C7H5ClNO4P; Molekulargewicht: 233.55 g/mol; DC: Rf-Wert: 

(CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.55. 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ = [ppm] = 8.18 (dd, 3JH,H = 8.9 Hz, 4JH,H = 2.8 Hz, 1H, H4), 7.98 

(d, 4JH,H = 2.8 Hz, 1H, H6), 7.13 (d, 3JH,H = 9.1 Hz, 1H, H3), 5.52 (dd, 2JH,H= 14.6 Hz, 3JH,P = 

2.7 Hz, 1H, H7a), 5.14 (dd, 2JH,H = 14.6 Hz, 3JH,P = 9.8 Hz, 1H, H7b). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3 entkoppelt): δ [ppm] = 139.2. 

5.2.4 Darstellung von cycloSal-Triestern 

5.2.4.1 Synthese von 5-Nitro-cycloSal-2’,3’-di-O-acetyluridinmonophosphat 46 

Die Reaktion wurde gemäß AAV 3 durchgeführt. Es wurden 228 mg (0.695 mmol, 

1.0 Äquiv.) 2`,3`-O-Acetyluridin 48 gelöst in 20 mL abs. CH3CN, 240 µL (1.38 mmol, 

2.0 Äquiv.) DIPEA und 350 mg (1.50 mmol, 2.2 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSaligenylchlorpho-

sphit 53 gelöst in 10 mL abs. CH3CN verwendet. Die Reaktionszeit betrug 4.5 h. Es wurden 

1.71 g (2.79 mmol, 4.0 Äquiv.) Oxone® für die Oxidation eingesetzt. Nach 10 Minuten konnte 

ein vollständiger Umsatz festgestellt werden. Auf eine säulenchromatographische Reinigung 

wurde aufgrund der hohen Reinheit des Rohproduktes verzichtet. 

 

Ausbeute: 334 mg (0.618 mmol, (89%)) einer 

farblosen Watte; Summenformel: C20H20N3O13P; 

Molekulargewicht: 541.36; DC: Rf-Wert: 

(CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.35; Diastereomeren-

verhältnis: 1:1. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.37 (s, 2H, 2x NH), 8.28-8.25 (m, 1H, H4ar), 8.25-8.23 

(m, 1H, H4ar), 8.10-8.08 (m, 2H, 2x H6ar), 7.38 (d, 3JHH = 8.2 Hz, 1H, H6), 7.36 (d, 3JHH = 

8.2 Hz, 1H, H6), 7.24 (d, 3JHH = 9.2 Hz, 1H, H3ar), 7.23 (d, 3JHH = 9.2 Hz, 1H, H3ar), 5.95 (d, 

3JHH = 5.9 Hz, 1H, H1’), 5.93 (d, 3JHH = 5.9 Hz, 1H, H1’), 5.74 (d, 3JHH = 8.4 Hz, 1H, H5), 5.72 

(d, 3JHH = 8.4 Hz, 1H, H5), 5.54-5.46 (m, 4H, 2x CH2-Bn), 5.39 (dd, 3JHH = 5.6 Hz, 3JHH = 

4.4 Hz, 1H, H3’), 5.33 (dd, 3JHH = 5.6 Hz, 3JHH = 4.4 Hz, 1H, H3’), 5.30-5.25 (m, 2H, 2x H2’), 

4.63-4.54 (m, 2H, H5’a), 4.52-4.42 (m, 2H, H5’b), 4.35-4.30 (m, 2H, 2x H4’), 2.13, 2.11 (2x s, 

2x 3H, Acetyl-CH3), 2.09 (s, 6H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 169.8 (4x Cq-Acetyl), 162.7 (2x C4), 154.7 (2x C2ar) 

150.1 (2x C2), 140.3, 140.2 (2x C6), 139.2 (2x C5ar), 126.0, 125.9 (2x C4ar), 121.9 (2x C6ar), 

120.0 (d, 3JC,P = 8.9 Hz, C3ar), 119.8 (d, 3JC,P = 8.9 Hz, C3ar), 103.5, 103.5 (2x C5), 88.7, 88.4 

(2x C1’), 80.6, 80.5 (2x C4’), 72.8, 72.7 (2x C2’), 69.7 (2x C3’), 68.4 (d, 2JC,P = 7.0 Hz, CH2-

Bn), 68.1 (d, 2JC,P = 7.0 Hz, CH2-Bn), 67.7, 67.7 (2x C5’), 20.6, 20.6, 20.5, 20.5 (4x Acetyl-

CH3). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3) δ/ppm: -10.3, -10.7. 



Experimenteller Teil 

 

150 
 

IR: [cm-1] = 3460, 3069, 2985, 2953, 2893, 2753, 2617, 2413, 1744, 1590, 1484 1332, 1244, 

1085, 905. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 542.0807 [M+H]+, 546.0626 [M+Na]+, gef.: 542.0809 [M+H]+, 

564.0631 [M+Na]+. 

5.2.4.2 Synthese von 5-Nitro-cycloSal-N4-acetyl-2',3'-di-O-acetycytidinmonopho-

sphat 75 

Die Darstellung erfolgte nach AAV 3. Es wurden 250 mg (0.677 mmol, 1.0 Äquiv.) N4-Acetyl-

2',3'-di-O-acetycytidin 64 gelöst in 10 mL abs. CH3CN, 240 µL (1.38 mmol, 2.0 Äquiv.) DIPEA 

und 316 mg (1.35 mmol, 2.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSaligenylchlorphosphit 53 gelöst in 10 mL 

abs. CH3CN verwendet. Die Reaktionszeit betrug 5 h. Es wurden 1.67 g (2.72 mmol, 

4.0 Äquiv.) Oxone® für die Oxidation eingesetzt. Nach 20 Minuten konnte ein vollständiger 

Umsatz festgestellt werden. 

 

Ausbeute: 260 mg (0.446 mmol, 59%) einer 

farblosen Watte; Summenformel:  C22H23N4O13P; 

Molekulargewicht: 582.41; DC: Rf-Wert: 

(CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v) 0.80; Diastereomeren-

verhältnis: 1:1. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.91 (s, 2H, 2x NHAc), 8.26-8.19 (m, 2H, H4ar), 8.08-

8.05 (m, 2H, H6ar), 7.78 (d, 3JHH = 7.5 Hz, 1H, H6), 7.74 (d, 3JHH = 7.5 Hz, 1H, H6), 7.29-7.26 

(m, 2H, H5), 7.25-7.20 (m, 2H, H3ar), 5.94 (d, 3JHH = 3.8 Hz, 1H, H1’), 5.84 (d, 3JHH = 3.6 Hz, 

1H, H1’), 5.60 (dd, 2JHH = 14.5 Hz, 3JHH = 9.0 Hz, 1H, CH2-Bn), 5.53-5.39 (m, 6H, 3H CH2-Bn, 

2x H2’, 1x H3’), 5.54-5.46 (m, 4H, 2x CH2-Bn), 5.38-5.34 (m, 1H, H3’), 4.68-4.61 (m, 2H, 

H5’a), 4.54-4.46 (m, 2H, H5’b), 4.41-4.34 (m, 2H, 2x H4’), 2.23 (s, 2x 3H, 2x Acetyl-CH3), 

2.11-2.09 (m, 9H, 3x Acetyl-CH3), 2.08 (s, 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 169.7, 169.7, 169.6 (6x Cq-Acetyl), 144.4, 

144.3 (2x C6), 126.0, 125.9 (2x C4ar), 122.0, 121.9 (2x H6ar), 119.9, 199.8 (2x H3ar) 

96.9, 96.8 (2x H5), 91.5 (C1’), 90.9 (C1’), 80.5 (d, 3JC,P = 6.4 Hz, C4’), 80.3 (d, 3JC,P = 

7.5 Hz, C4’), 73.8, 73.7 (2x C2’), 69.4, 69.1 (2x C3’), 68.4 (d, 2JC,P = 7.1 Hz, CH2-Bn), 

67.2 (d, 2JC,P = 5.3 Hz, CH2-Bn), 25.1 (s, 3H, N-Acetyl-CH3), 20.6, 20.6, 20.6 (3x s, je 

3H, 3x O-Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3) δ/ppm: -10.6, -10.7. 

IR: [cm-1] = 2923, 1749, 1626, 1487 1317, 1233, 1032, 909. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 583.1072 [M+H]+, gef.: 583.1093 [M+H]+. 
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5.2.4.3 Synthese von 5-Nitro-cycloSal-N2-acetyl-2’,3’-di-O-acetylguanosinmonophos-

phat 40 

Die Reaktion wurde gemäß AAV 3 durchgeführt. Es wurden 215 mg (0.525 mmol, 

1.0 Äquiv.) N2-Acetyl-2’,3’-di-O-acetylguanosin 47 gelöst in 20 mL abs. CH3CN, 182 μL 

(0.105 mmol, 2.0 Äquiv.) DIPEA und 250 mg (1.07 mmol, 2.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSaligenyl-

chlorphosphit 53 gelöst in 4 mL abs. CH3CN verwendet. Die Reaktionszeit betrug 5 h 

gerührt. Es wurden 1.34 g (2.18 mmol, 4.2 Äquiv.) Oxone® für die Oxidation eingesetzt. Nach 

10 Minuten konnte ein vollständiger Umsatz festgestellt werden. 

 

Ausbeute: 167 mg (0.267 mmol, 60%) 

einer farblosen Watte; Summenformel: 

C23H23N6O8P; Molekulargewicht: 

622.43 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH2Cl2/CH3OH 

9:1 v/v) 0.67; Diastereomerenverhältnis: 

1:1. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.3 (s, 2H, 2x NH), 10.7 (2x s, 2x 1H, 2x NHAc), 

8.45-8.37 (m, 2H, 2x H4ar), 8.31-8.22 (m, 2H, 2x H6ar), 8.12-8.07 (m, 2H, 2x H8), 7.32 (d, 

3JH,H = 9.1 Hz, 1H, H3ar), 7.17 (d, 3JH,H = 9.1 Hz, 1H, H3ar), 6.17-6.09 (m, 2H, 2x H2’), 6.07-

5.98 (m, 2H, 2x H1’) 5.75-5.68 (m, 2H, 2x H3’), 5.61-5.53 (m, 2H, CH2-Bn), 5.48 (d, 3JH,H = 

14.0 Hz, 2H, CH2-Bn), 4.84-4.75 (m, 2H, 2x H5’a), 4.68-4.59 (m, 1H, 1x H5’b), 4.58-4.50 (m, 

1H, 1x H5’b), 4.48-4.40 (m, 2H, 2x H4’), 2.28, 2.16, 2.08 (je s, je 6H, je 2x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.1, 173.1 170.0, 169.9, 169.6, 169.5 (6x Cq-

Acetyl), 155.4 (2x C6), 154.4 (2x C5ar), 148.2 (2x C2), 147.9 (2x C4), 144.4 (2x C2ar), 140.4 

(2x C8), 126.1 (2x C4ar), 122.5 (2x C5), 121.9 (2x C6ar), 121.6, 121.5 (2x C1ar), 120.1 (d, 

3JC,P = 9.3 Hz, C3ar), 120.0 (d, 3JC,P = 9.3 Hz, C3ar), 88.0 (2x C1’), 81.3 (d, 3JC,P = 8.5 Hz, 

C4’), 81.2 (d, 3JC,P = 8.5 Hz, C4’), 72.0 (2x C2’), 71.1 (2x C3’), 68.3 (d, 2JC,P = 7.2 Hz, CH2-

Bn), 68.2 (d, 2JC,P = 7.2 Hz, CH2-Bn), 67.9 (2x C5’), 24.2 (NHAc), 20.7, 20.5 (2x Acetyl-

CH3). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3) δ [ppm]: -10.3, -10.7. 

IR: �̃� [cm-1] = 3143, 2944, 1749, 1681, 1610, 1560, 1484, 1236, 1030, 906, 748, 436. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 623.1133 [M+H]+, 645.0953 [M+Na]+ gef.: 623.1146 [M+H]+, 

645.0960 [M+Na]+. 
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5.2.5 Darstellung des modifizierten β-L-Galactopyranosylphosphates 31 

5.2.5.1 Synthese von 1,2,3,4,6-Penta-O-acetyl-L-galactopyranose 56 

Es wurden 13.0 g (73.0 mmol, 1.0 Äquiv.) umkristallisiertes L-Galactono-1,4-lacton 32 in 

340 mL H2O und 80 mL CH3OH gelöst, auf 0 °C gekühlt und mit Amberlite® IR 120 (H+) 

versetzt bis ein pH-Wert von 3 erreicht war. Anschließend wurden portionsweise 2.78 g 

(73.4 mmol, 1.0 Äquiv.) Natriumborhydrid dazu gegeben. Der pH-Wert wurde während der 

Zugabe zwischen 3-5 gehalten. Der Reaktionsansatz wurde nach Beendigung der Zugabe 

48 h bei Rt gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch 

(CH2Cl2/CH3OH 7:3 v/v). Auch nach 48 h Reaktionszeit konnte kein vollständiger Umsatz 

festgestellt werden. Der Reaktionsansatz wurde filtriert und das Lösungsmittel im 

Membranpumpenvakuum entfernt. Anschließend wurde der Rückstand fünfmal mit CH3OH 

coevaporiert, um die bei der Reaktion entstandene Boronsäure vollständig zu entfernen. Die 

anschließende Peracetylierung erfolgte nach AVV 4. Es wurden 105 mL (113 g, 1.11 mol, 

15 Äquiv.) Essigsäureanhydrid und 100 mL Pyridin verwendet. Die Reinigung erfolgte 

säulenchromatographisch mit PE/EE 1:1 v/v als Elutionsmittel. 

 

Ausbeute: 15.9 g (0.0272 mol, 56% über zwei Stufen) eines 

farblosen Öls; Summenformel: C16H22O11; Molekulargewicht: 

390.34 g/mol; DC: Rf-Wert: (PE/EE 1:1 v/v) 0.64; 

Anomerenverhältnis: α/β ~ 2/1. 

 

α,β-1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 6.38 (d, 1H, 3JH,H = 1.5 Hz, H1α), 5.70 (d, 1H, 3JH,H 

= 8.4 Hz, H1β), 5.51-5.48 (m, 1H, H3α), 5.43-5.41 (m, 1H, H3β), 5.36-5.33 (m, 3H, H2α, 

H2β, H5β), 5.08 (dd, 1H, 2JH,H = 11.7 Hz, 3JH,H = 10.5 Hz, 3JH,H = 3.3 Hz, H6a,β), 4.37-4.31 

(m, 1H, H4α), 4.27 (ddd, 1H, 2JH,H = 11.7 Hz, 3JH,H = 5.1 Hz, 3JH,H = 2.9 Hz, H6a-β), 4.17-4.03 

(m, 3H, H5α, H6a,b-α), 3.86 (ddd, 1H, 2JH,H = 11.7 Hz, 3JH,H = 7.2 Hz, 3JH,H = 7.2 Hz, H6b-β), 

2.16, 2.16 2.12, 2.04, 2.02, 2.00, 1.99 (7x s, 10x 3H, 10x Acetyl-CH3). 

α,β-13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 100.1 (C1β), 89.9 (C1α), 74.5 (C5α), 73.7 (C5β), 

68.9 (C4β), 67.7 (C4α), 67.5, 67.5, 66.6, (C2α,β, C3α,β), 62.3 (C6β), 61.4 (C6α). 

IR: �̃� [cm-1] = 2980, 1741, 1434, 1369, 1205, 1042, 930, 600. 

MS(ESI+): m/z (%):ber.: 413.1054 [M+Na]+, gef.: 413.1063 [M+Na]+. 

5.2.5.2 Synthese von 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-L-galactopyranose 34 

Zur Entfernung aller Acetylschutzgruppen wurden 5.94 g (15.2 mmol, 1.0 Äquiv.) 1,2,3,4,6-

Penta-O-acetyl-L-galactopyranose 56 in 44 mL CH3OH/H2O/Et3N 7:3:1 gelöst und bei Rt über 

Nacht gerührt. Das Lösungsmittel wurde weitestgehend im Membranpumpenvakuum 

entfernt. Der Rückstand wurde in H2O aufgenommen und gefriergetrocknet. Der erhaltene 
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Rückstand wurde in wenig CH3OH suspendiert und mit CH2Cl2 versetzt. Der erhaltene 

farblose Feststoff wurde filtriert und der orangefarbene Rückstand erneut in H2O gelöst und 

gefriergetrocknet. Der Rückstand wurde wie zuvor suspendiert und der farblose Feststoff 

filtriert. Der erhaltene farblose Rückstand wurde ohne weitere Reinigung umgesetzt und 

hierzu in 40 mL Aceton suspendiert, mit 14.0 mL (11.9 g, 114 mmol, 7.5 Äquiv.) 2,2-Di-

methoxypropan und einer katalytischen Menge p-Toluolsulfonsäure versetzt. Nach einer 

Reaktionszeit von 20 h (DC-Kontrolle PE/EE 1:1 v/v) wurde die Lösung mit ges. NaHCO3-

Lösung neutralisiert, wobei ein farbloser Feststoff ausfiel. Das Lösungsmittel wurde 

anschließend unter vermindertem Druck entfernt, der Rückstand wurde in EE aufgenommen 

und zweimal mit H2O gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat 

getrocknet, filtriert und wiederum das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Das 

Rohprodukt wurde zweimal säulenchromatographisch an Kieselgel mit PE/EE (1:1 v/v) und 

0.1% Et3N als Eluent gereinigt. 

 

Ausbeute: 2.34 g (8.99 mol, 59% über zwei Stufen) eines farblosen 

Öls; Summenformel: C12H20O6; Molekulargewicht: 260.28 g/mol; 

DC: Rf-Wert: (PE/EE 1:1 v/v) 0.40; Anomerenverhältnis: α-ano-

merenrein; Drehwert:  25

nm589 : +52.3° (c = 1.00, CH2Cl2). 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.57 (d, 1H, 3JH,H = 5.0 Hz, H1), 4.62 (dd, 1H, 3JH,H = 

7.9 Hz, 3JH,H = 2.4 Hz, H3), 4.34 (dd, 1H, 3JH,H = 5.0 Hz, 3JH,H = 2.4 Hz, H2), 4.28 (dd, 1H, 

3JH,H = 7.9 Hz, 3JH,H = 1.5 Hz, H4), 3.89-385 (m, 2H, H5, H6a), 3.77-3.72 (m, 1H, H6b), 1.54, 

1.46, 1.34, 1.34 (4x s, 4x 3H, isoProp-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 109.6, 108.8, (2x Cq-isoProp), 96.4 (C1), 71.5 (C4), 

70.9 (C3), 70.7 (C2), 68.2 (C5), 62.5 (C6), 26.2, 26.1, 25.1, 24.4 (isoProp-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3480, 2986, 2936, 1457, 1372, 1253, 1063, 998, 852, 510. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 283.1152 [M+Na]+, gef.: 283.1156 [M+Na]+. 

 

5.2.5.3 Synthese von 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-para-toluolsulfonyl-L-galactopyra-

nose 35 

Es wurden 318 mg (1.22 mmol, 1.0 Äquiv.) 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-L-galactopyranose 34 

in 3.0 mL Pyridin gelöst und mit 304 mg (2.49 mmol, 2.0 Äquiv.) 4-(Dimethylamino)-pyridin 

versetzt. Zu dieser Lösung wurden 354 mg (1.86 mmol, 1.5 Äquiv.) p-Toluolsulfonylchlorid 

gelöst in 1.0 mL CH2Cl2 getropft. Der Reaktionsansatz wurde 20 h bei Rt gerührt. Nach 

vollständiger Umsetzung des Eduktes (DC-Kontrolle PE/EE 2:1 v/v) wurde das Lösungsmittel 

im Vakuum entfernt. Der Rückstand wurde zunächst zweimal mit Toluol coevaporiert und 
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anschließend in EE und H2O aufgenommen. Die organische Phase wurde mit einer 0.5 M 

Schwefelsäure, ges. NaHCO3-Lösung, NaCl-Lösung und zweimal mit H2O gewaschen, über 

Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. 

Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch an Kieselgel mit PE/EE (2:1 v/v) als Eluent 

gereinigt. 

 

Ausbeute: 400 mg (0.965 mmol, 79%) eines farblosen Wachses; 

Summenformel: C19H26O8;S Molekulargewicht: 414.47 g/mol; DC: 

Rf-Wert: (PE/EE 2:1 v/v) 0.31; Anomerenverhältnis: α-anomeren-

rein; Drehwert:  25

nm589 : +61.4° (c = 1.00, CH2Cl2). 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.81 (d, 2H, 3JH,H = 8.3 Hz, HAr), 7.33 (d, 2H, 3JH,H = 

8.3 Hz, HAr), 5.45 (d, 1H, 3JH,H = 5.1 Hz, H1), 4.58 (dd, 1H, 3JH,H = 7.9 Hz, 3JH,H = 2.6 Hz, H3), 

4.29 (dd, 1H, 3JH,H = 5.0 Hz, 3JH,H = 2.6 Hz, H2), 4.23-4.17 (m, 2H, H4, H6a), 4.14-4.02 (m, 

2H, H5, H6b), 2.44 (s, 3H, Ts-CH3), 1.50, 1.34, 1.31, 1.28 (4x s, 4x 3H, isoProp-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 144.9 (Cq-Ts), 129.9, 128.3, (CAr), 96.3 (C1), 70.7 

(C3), 70.6 (C2), 70.5 (C4), 68.3 (C6), 66.0 (C5), 26.1, 26.0, 25.1, 24.5 (isoProp-CH3), 21.8 

(CH3-Ts). 

IR: �̃� [cm-1] = 2992, 2958, 2936, 1739, 1598, 1457, 1359, 1190, 1095, 1012, 969, 552. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 437.1241 [M+Na]+, gef.: 437.1244 [M+Na]+. 

5.2.5.4 Synthese von 6-Azido-1,2:3,4-di-O-isopropyliden-α-L-galactopyranose 36 

Es wurden 1.20 g (2.90 mmol, 1.0 Äquiv.) 1,2:3,4-Di-O-isopropyliden-6-O-paratoluolsulfonyl-

L-galactopyranose 35 in 20 mL abs. DMF gelöst und mit 1.05 g (16.2 mmol, 5.6 Äquiv.) 

Natriumazid versetzt. Der Reaktionsansatz wurde mit Hilfe eines Mikrowellenreaktors bei 

150 W und 110 °C zum Sieden erhitzt und 3 h gerührt. Nach vollständiger Umsetzung des 

Eduktes (DC: PE/EE 2:1 v/v) wurde die Reaktionslösung mit EE versetzt und je zweimal mit 

H2O und mit einer ges. Natriumchloridlösung gewaschen. Die organische Phase wurde über 

Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. 

Die Reinigung des Rohproduktes erfolgte säulenchromatographisch mit PE/EE 2:1 v/v als 

Eluent. 

Ausbeute: 763 mg (2.67 mmol, 93%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C12H19N3O5; Molekulargewicht: 285.30 g/mol; DC: 

Rf-Wert: (PE/EE 2:1 v/v) 0.67; Anomerenverhältnis: α-anomerenrein; 

Drehwert:  25

589nm : +104° (c = 1.00, CH2Cl2). 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.55 (d, 1H, 3JH,H = 5.1 Hz, H1), 4.63 (dd, 1H, 3JH,H = 

7.9 Hz, 3JH,H = 2.5 Hz, H3), 4.33 (dd, 1H, 3JH,H = 5.0 Hz, 3JH,H = 2.5 Hz, H2), 4.20 (dd, 1H, 

3JH,H = 7.9 Hz, 3JH,H = 2.0 Hz, H4), 3.92 (ddd, 1H, 3JH,H = 7.6 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, 3JH,H = 1.9 Hz, 

H5), 3.51 (dd, 1H, 2JH,H = 12.7 Hz, 3JH,H = 7.8 Hz, H6a), 3.36 (dd, 1H, 2JH,H = 12.7 Hz, 3JH,H = 

5.4 Hz, H6b), 1.55, 1.46, 1.35, 1.34 (4x s, 4x 3H, isoProp-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 109.8, 109.0, (2x Cq-isoProp), 96.5 (C1), 71.3 (C4), 

71.0 (C3), 70.6 (C2), 67.1 (C5), 50.8 (C6), 26.2, 26.1, 25.0, 24.6 (isoProp-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2988, 2936, 2874, 2099, 1738, 1455, 1373, 1209, 1166, 1065, 1003, 889, 510. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 308.1217 [M+Na]+, gef.: 308.1224 [M+Na]+. 

5.2.5.5 Synthese von 1,2,3,4-Tetra-O-acetyl-6-azido-L-galactopyranose 37 

Es wurden 248 mg (0.869 mmol, 1.0 Äquiv.) 6-Azido-1,2:3,4-di-O-isopropyliden-L-galacto-

pyranose 36 in 4 mL CH3CN/H2O (1/1 v/v) gelöst und mit einer katalytischen Menge konz. 

Schwefelsäure versetzt. Der Reaktionsansatz wurde zum starken Sieden erhitzt. Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit PE/EE 2:1 (v/v). Nach 2 h war 

ein vollständiger Umsatz des Eduktes zu erkennen. Die Reaktionslösung wurde mit ges. 

Natriumhydrogencarbonatlösung neutralisiert und anschließend das Lösungsmittel unter 

vermindertem Druck entfernt. Das Produkt wurde ohne weitere Reinigung umgesetzt. Die 

Acetylierung erfolgte nach AAV 4. Es wurden 8 mL Pyridin und 1.01 mL (10.4 mmol, 

12 Äquiv.) Essigsäureanhydrid verwendet. Die Reaktionszeit betrug 18 h. Die Reinigung 

erfolgte säulenchromatographisch mit PE/EE 1:1 (v/v) als Eluent. 

 

Ausbeute: 323 mg (0.865 mmol, 99%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C14H19N3O9; Molekulargewicht: 373.32 g/mol; DC: 

Rf-Wert: (PE/EE 1:1 v/v) 0.55; Anomerenverhältnis: α/ β 1:2. 

 

α-1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 6.41-6.38 (m, 1H, H1), 5.48-5.47 (m, 1H, H4), 5.37-

5.29 (m, 2H, H2, H3), 4.23 (dd, 1H, 3JH,H = 6.7 Hz, 3JH,H = 6.7 Hz, H5), 3.44 (dd, 1H, 2JH,H = 

12.8 Hz, 3JH,H = 7.5 Hz, H6a), 3.22 (dd, 1H, 2JH,H = 12.8 Hz, 3JH,H = 5.5 Hz, H6b), 2.17, 2.17, 

2.02. 2.00 (4x s, 4x 3H, Acetyl-CH3). 

β-1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.71 (d, 1H, 3JH,H = 8.2 Hz, H1), 5.41 (dd, 1H, 3JH,H = 

3.5 Hz, 3JH,H = 3.5 Hz, H4), 5.37-5.29 (m, 1H, H2), 5.08 (dd, 1H, 3JH,H = 10.3 Hz, 3JH,H = 

3.4 Hz, H3), 3.94 (dd, 1H, 2JH,H = 6.4 Hz, 3JH,H = 6.4 Hz, H5), 3.52 (dd, 1H, 2JH,H = 13.0 Hz, 

3JH,H = 13.0 Hz, H6a), 3.22 (dd, 1H, 2JH,H = 13.0 Hz, 3JH,H = 5.5 Hz, H6b), 2.18, 2.12, 2.05, 

1.99 (4x s, 4x 3H, Acetyl-CH3). 

α,β-13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.2, 170.2, 169.5, 169.0 (4x Cq-Acetyl), 92.3 

(C1β), 89.8 (C1α), 73.3 (C5β) 71.0 (C3β), 70.3 (C5α), 68.3 (C4α), 67.8 (C4β), 67.6 (C2β), 
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67.5 (C2α), 66.5 (C3α), 50.4 (C6α), 50.2 (C6β), 21.0, 20.9, 20.8, 20.8, 20.8, 20.8, 20.8, 20.7 

(3x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2980, 2940, 2103, 1743, 1433, 1369, 1205, 1050, 934. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 396.1014 [M+Na]+, gef.: 396.1018 [M+Na]+. 

5.2.5.6 Synthese von 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-6-desoxy-α-L-galactopyranosylbro-

mid 38 

Es wurden 317 mg (0.849 mmol, 1.0 Äquiv.) 1,2,3,4-Tetra-O-acetyl-6-azido-L-galacto-

pyranose 37 in 10 mL CH3Cl/EE 9:1 (v/v) gelöst und bei 0 °C portionsweise mit 976 mg 

(2.66 mmol, 3.1 Äquiv.) Titan(IV)-bromid versetzt. Der Reaktionsansatz wurde bis zur 

vollständigen Umsetzung des Eduktes bei Rt gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte 

dünnschichtchromatographisch mit PE/EE 1:1 (v/v). Nach 6 h wurde der Reaktionsansatz in 

CH2Cl2 aufgenommen und einmal mit H2O, einmal mit gesättigter NaHCO3-Lösung und 

wiederum einmal mit H2O gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat 

getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel unter vermindertem Druck entfernt. Die Reinigung 

des Rohproduktes erfolgte säulenchromatographisch mit PE/EE 1:1 v/v + 0.5% Et3N als 

Eluent. 

 

Ausbeute: 187 mg (0.474 mmol, 56%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C12H16N3O7; Molekulargewicht: 394.18 g/mol; DC: 

Rf-Wert: (PE/EE 1:1 v/v) 0.79; Anomerenverhältnis: α-anomerenrein; 

Drehwert:  25

nm589 : -190° (c = 1.01, CH2Cl2). 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 6.71 (d, 1H, 3JH,H = 4.1 Hz, H1), 5.49 (dd, 1H, 3JH,H = 

3.3 Hz, 3JH,H = 1.0 Hz, H4), 5.39 (dd, 1H, 3JH,H = 10.7 Hz, 3JH,H = 3.3 Hz, H3), 5.04 (dd, 1H, 

3JH,H = 10.7 Hz, 3JH,H = 4.0 Hz, H2), 4.39 (dd, 1H, 3JH,H = 6.5 Hz, 3JH,H = 6.5 Hz, H5), 3.49 (dd, 

1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 7.5 Hz, H6a), 3.28 (dd, 1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 5.2 Hz, H6b), 

2.16, 2.11, 2.01 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.2, 170.0, 169.8, (3x Cq-Acetyl), 87.0 (C1), 72.4 

(C5), 68.1 (C3), 67.8 (C2), 67.8 (C4), 50.1 (C6), 20.8, 20.7, 20.7 (3x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2945, 2103, 1745, 1434, 1391, 1214, 1076, 544, 443, 421. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 416.0064 [M+Na]+, gef.: 416.0065 [M+Na]+. 

5.2.5.7 Synthese von 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-6-desoxy-β-L-galactopyranosylphos-

phat 31 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden 153 mg 

(0.388 mmol, 1.0 Äquiv.) 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-6-desoxy-α-L-galactopyranosylbromid 38 

in 0.8 mL abs. Toluol gelöst. Des Weiteren wurden 260 mg (0.766 mmol, 2.0 Äquiv.) 
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Tetrabutylammoniumphosphat in 2.5 mL abs. CH3CN über aktiviertem Molsieb gelöst. Das 

Glycosylbromid 38 wurde zu der Phosphatlösung langsam dazu getropft und der 

Reaktionsansatz wurde bis zur vollständigen Umsetzung des Eduktes bei 80 °C gerührt. Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit PE/EE 1:1 (v/v). Nach 4 h 

wurde das Lösungsmittel entfernt und der Rückstand in H2O aufgenommen. Die wässrige 

Phase wurde dreimal mit EE gewaschen und anschließend gefriergetrocknet. Die Reinigung 

des Rohproduktes erfolgte säulenchromatographisch mit CH3CN/H2O 5:1 v/v als Eluent. 

 

Ausbeute: 208 mg (0.237 mmol, 61%) eines farblosen 

Wachses; Summenformel: C28H53N4O11P; Molekular-

gewicht: 652.71 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH3CN/H2O 5:1 v/v) 

0.62; Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : -4.5° (c = 0.990, CH3OH). 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 5.51 (d, 1H, 3JH,H = 3.2 Hz, H4), 5.34-5.26 (m, 2H, H1, 

H3), 5.17 (dd, 1H, 3JH,H = 10.3 Hz, 3JH,H = 7.9 Hz, H2), 4.21 (dd, 1H, 3JH,H = 6.6 Hz, 3JH,H = 

6.6 Hz, H5), 3.65 (dd, 1H, 2JH,H = 13.2 Hz, 3JH,H = 7.4 Hz, H6a), 3.49 (dd, 1H, 2JH,H = 13.1 Hz, 

3JH,H = 5.6 Hz, H6b), 3.27-3.19 (m, 8H, (N((CH2)3CH3)4)+), 2.28, 2.18, 2.06 (3x s, 3x 3H, 

Acetyl-CH3), 1.74-1.63 (m, 8H, (N((CH2)3CH3)4)+), 1.40 (sx, 8H, 3JH,H = 7.3 Hz, 

(N((CH2)3CH3)4)+), 0.98 (t, 12H, 3JH,H = 7.3 Hz, (N((CH2)3CH3)4)+). 

13C-NMR (101 MHz, D2O): δ [ppm] = 95.4 (C1), 72.1 (C5), 71.9 (C3), 71.3 (C2), 68.4 (C4), 

58.2 ((N((CH2)3CH3)4)+), 49.8 (C6), 23.1 ((N((CH2)3CH3)4)+), 19.2 ((N((CH2)3CH3)4)+), 12.8 

((N((CH2)3CH3)4)+). 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -1.48. 

IR: �̃� [cm-1] = 2960, 2874, 2106, 1746, 1368, 1221, 1064, 820, 496. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 410.0606 [M-H]-, gef.: 410.0615 [M-H]-. 

5.2.6 Darstellung von Neuraminsäure-Derivaten 

5.2.6.1 Synthese von Methyl-5-acetamido-3,5-didesoxy-β-D-glycero-D-galacto-2-nonu-

lopyranosylat 67 

Es wurden 3.04 g (9.83 mmol, 1.0 Äquiv) N-Acetylneuraminsäure 14 in 405 mL abs. CH3OH 

suspendiert und mit 3.03 g gewaschenem Ionentauscher (Amberlite® IR 120 (H+)) versetzt. 

Der Reaktionsansatz wurde für 24 h bei Rt gerührt. Nach vollständiger Umsetzung des 

Eduktes (DC-Kontrolle EtOH/AcOH/H2O 4:1:1 v/v) wurde der Ionentauscher durch Filtration 

abgetrennt und anschließend das Lösungsmittel im Ölpumpenvakuum entfernt. 
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Ausbeute: 3.01 mg (9.31 mmol, 95%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C12H21NO9; Molekular-

gewicht: 323.30 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.77 (EtOH/AcOH/H2O 

4:1:1 v/v); Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; 

Drehwert:  25

nm589 : -25° (c = 1.00, CH3OH); Schmelzpunkt: 179 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CD3OD): δ [ppm] = 4.08-3.97 (m, 2H, H4, H6), 3.85-.3.79 (m, 2H, H5, 

H9a), 3.78 (s, 3H, OCH3), 3.73-3.67 (m, 1H, H8), 3.62 (dd, 1H, 2JH,H = 11.0 Hz, 3JH,H = 

5.7 Hz, H9b), 3.48 (dd, 1H, 3JH,H = 9.2 Hz, 3JH,H = 1.4 Hz, H7), 2.22 (dd, 1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 

3JH,H = 4.9 Hz, H3eq), 2.01 (s, 3H, Acetyl-CH3), 1.89 (dd, 1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 

11.3 Hz, H3ax). 

13C-NMR (101 MHz, CD3OD): δ [ppm] = 175.1 (Cq-Acetyl), 171.8 (C1), 96.7 (C2), 72.1 (C6), 

71.7 (C8), 70.2 (C7), 67.9 (C4), 64.9 (C9), 54.4 (C5), 53.1 (OCH3), 40.7 (C3), 22.6 (Acetyl-

CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3273, 2951, 1738, 1632, 1553, 1435, 1375, 1272, 1024, 941, 892, 581. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 346.1109 [M+Na]+, gef.: 346.1111 [M+Na]+. 

5.2.6.2 Synthese von Methyl-5-acetamido-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-2-chlor-3,5-didesoxy-β-

D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat 68 

Es wurden 8.38 g (25.9 mmol, 1.0 Äquiv) N-Acetylneuraminsäuremethylester 67 bei 0 °C in 

210 mL Acetylchlorid suspendiert und für 48 h bei Rt in einer geschlossenen 

Reaktionsapparatur gerührt. Die Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch 

(CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v). Zum Abbruch der Reaktion wurde das Lösungsmittel im 

Ölpumpenvakuum entfernt. Der farblose Rückstand wurde anschließend ohne weitere 

Reinigung nach AAV 5 zum Zuckerchlorid 68 umgesetzt. Es wurden 100 mL Acetylchlorid 

und 2.40 mL abs. CH3OH verwendet. Die Reaktionszeit betrug 20 h. 

 

Ausbeute: 12.8 g (25.1 mmol, 97%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C20H28ClNO12; Molekular-

gewicht: 509.89 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.55 (CH2Cl2/CH3OH 

9:1 v/v); Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : -40 ° (c = 1.04, CH3OH); Schmelzpunkt: 63 °C. 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.54-5.43 (m, 2H, NHAc, H7), 5.39 (dd, 1H, 3JH,H = 

10.8 Hz, 3JH,H = 4.5 Hz, H4), 5.18 (ddd, 1H, 3JH,H = 6.1 Hz, 3JH,H = 6.1 Hz, 3JH,H = 2.7 Hz, H8), 

4.44 (dd, 1H, 2JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 2.7 Hz, H9a), 4.37 (dd, 1H, 3JH,H = 10.9 Hz, 3JH,H = 

1.8 Hz, H6), 4.28-4.16 (m, 1H, H5), 4.07 (dd, 1H, 2JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 5.9 Hz, H9b), 3.88 

(s, 3H, OCH3), 2.79 (dd, 1H, 2JH,H = 13.9 Hz, 3JH,H = 4.8 Hz, H3eq), 2.29 (dd, 1H, 2JH,H = 

13.8 Hz, 3JH,H = 11.2 Hz, H3ax), 2.13, 2.08, 2.06, 2.06, 1.92 (5x s, 5x, 3H, 5x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.1, 170.5, 170.1, 170.1, 169.7, (5x Cq-Acetyl), 

165.4 (C1), 96.7 (C2), 74.0 (C6), 70.0 (C8), 68.9 (C7), 67.0 (C4), 62.2 (C9), 53.9 (OCH3), 

49.0 (C5), 40.8 (C3), 23.3, 21.1, 20.9, 20.9, 20.9 (5x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2959, 1743, 1661, 1546, 1436, 1369, 1208, 1032, 596. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 532.1192 [M+Na]+, gef.: 532.1188 [M+Na]+. 

5.2.6.3 Synthese von OAcNeuN5AcCOOMe 22 

Die Synthese erfolgte nach AAV 6. Es wurden 2.00 g (3.92 mmol, 1.0 Äquiv) des 

Zuckerchlorids 68 gelöst in 100 mL Aceton und 24 mL H2O und 3.24 g (11.8 mmol, 

3.0 Äquiv.) verwendet. Die Reaktionszeit betrug 1 h. Die Reinigung erfolgte säulenchromato-

graphisch an Kieselgel mit PE/Aceton 1:1 v/v als Eluent. 

 

Ausbeute: 1.17 g (2.38 mmol, 61%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C20H29NO13; Molekular-

gewicht: 491.44 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.48 (PE/Aceton 1:1 

v/v); Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : -6 ° (c = 1.04, CH3OH) Schmelzpunkt: 172 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] =  5.61 (d, 1H, 3JH,H = 9.3 Hz, NHAc), 5.28 (dd, 1H, 3JH,H 

= 5.6 Hz, 3JH,H = 1.5 Hz, H7), 5.21-5.10 (m, 2H, H4, H8), 4.43 (dd, 1H, 2JH,H = 12.2 Hz, 3JH,H = 

2.5 Hz, H9a), 4.15-4.04 (m, 2H, H5, H6), 3.96 (dd, 1H, 2JH,H = 12.3 Hz, 3JH,H = 7.5 Hz, H9b), 

3.79 (s, 3H, OCH3), 2.25-2.11 (m, 2H, H3ax, H3eq), 2.07, 2.03, 1.96, 1.95, 1.83 (5x s, 5x, 

3H, 5x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.1, 171.1, 171.0, 170.4, 170.4 (5x Cq-Acetyl), 

169.1 (C1), 95.0 (C2), 71.4 (C8), 71.2 (C6), 69.4 (C4), 68.1 (C7), 62.8 (C9), 53.6 (OCH3), 

49.7 (C5), 36.2 (C3), 23.3, 21.2, 21.0, 20.9, 20.9 (5x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3252, 1735, 1650, 1568, 1433, 1366, 1211, 1159, 1129, 1071, 1032,941, 

609. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 541.1537 [M+Na]+, gef.: 541.1532 [M+Na]+. 
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5.2.6.4 Synthese von Thiophenyl-(methyl-5-acetamido-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-dides-

oxy-α-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat) 83 

Es wurden 202 mg (0.396 mmol, 1.0 Äquiv) des Zuckerchlorids 68 und 155 mg (0.457 mmol, 

1.2 Äquiv) TBA-HSO4 in je 2.5 mL EE und einer 1 M Na2CO3-Lösung gelöst. Zu dieser 

Lösung wurden 300 µL (2.19 mmol, 7.3 Äquiv.) Thiophenol gegeben. Die Reaktion wurde 

dünnschichtchromatographisch (EE) verfolgt. Nach 3 h erfolgte der Abbruch der Reaktion 

durch Zugabe von EE. Der Reaktionsansatz wurde dreimal mit einer ges. NaCl-Lösung und 

zweimal mit H2O gewaschen. Die organische Phase wurde über Natriumsulfat getrocknet, 

filtriert und das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Die erste säulenchromatographische 

Reinigung erfolgte mit Diethylether zur Abtrennung des überschüssigen Thiophenols. Nach 

vollständiger Abtrennung wurde das Produkt mit EE eluiert. Anschließend wurde das Produkt 

erneut säulenchromatographisch mit CH2Cl2/CH3OH (15:1 v/v) als Elutionsmittel gereinigt. 

 

Ausbeute: 177 mg (0.303 mmol, 77%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C26H33NO12S; 

Molekulargewicht: 583.60 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.60 

(CH2Cl2/CH3OH 15:1 v/v); Anomerenverhältnis:       

α-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : +18.5° (c = 1.00, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 143 °C. 

 

1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.53-7.49 (m, 2H, Hortho), 7.42-7.37 (m, 1H, Hpara), 

7.36-7.30 (m, 2H, Hmeta), 5.31-5.24 (m, 2H, H7, H8), 5.22 (d, 1H, 3JH,H = 10.1 Hz, NHAc), 

4.84 (ddd, 1H, 3JH,H = 11.0 Hz, 3JH,H = 11.0 Hz, 3JH,H = 4.6 Hz, H4), 4.39 (dd, 1H, 2JH,H = 

12.4 Hz, 3JH,H = 2.3 Hz, H9a), 4.19 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, H9b), 4.02-3.94 

(m, 1H, H5), 3.89 (dd, 1H, 3JH,H = 10.8 Hz, 3JH,H = 1.2 Hz, H6), 3.56 (s, 3H, OCH3), 2.81 (dd, 

1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, H3eq), 2.13, 2.05, 2.04 (3x s, 3x 3H, 3x Acetyl-CH3), 

2.03-1.98 (m, 4H, H3ax, Acetyl-CH3), 1.85 (s, 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.1, 170.8, 170.3, 170.2, 170.2 (5x Cq-Acetyl), 

168.1 (C1), 136.6, 130.0, 129.0 (CAr) 128.8 (Cq-Ar), 87.6 (C2), 74.9 (C6), 70.1 (C8), 69.8 (C4), 

67.9 (C7), 62.2 (C9), 52.9 (OCH3), 49.5 (C5), 38.3 (C3), 23.3, 21.1, 21.0, 20.9, 20.9 (5x 

Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3033, 2962, 1738, 1367, 1217, 1034, 752, 693, 594. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 584.1796 [M+H]+, 606.1616 [M+Na]+, gef.: 584.1802 [M+H]+, 

606.1620 [M+Na]+. 
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5.2.6.5 Synthese von Thiophenyl-(methyl-5-N-propanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-

didesoxy-α-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat) 84 

Die Durchführung erfolgte nach AVV 7. Es wurden 402 mg (0.689 mmol, 1.0 Äquiv.) 

Thioglycosid 83 in 3.2 mL abs. CH3OH gelöst und mit 410 µL (6.31 mmol, 9.2 Äquiv.) 

Methansulfonsäure versetzt. Die Reaktionszeit betrug 18 h. Anschließend wurden 160 µL 

(1.25 mmol, 1.8 Äquiv.) Propionsäureanhydrid eingesetzt. Die abschließende Acetylierung 

erfolgte in 5.0 mL abs. Pyridin mit 800 µL (8.46 mmol, 12 Äquiv.) Essigsäureanhydrid. Die 

Reaktionszeit betrug 20 h. 

 

Ausbeute: 91.6 mg (0.153 mmol, 22%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C27H35NO12S; Molekular-

gewicht: 597.63 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.51 (EE); 

Anomerenverhältnis: α -anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : +9.5° (c = 1.00, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 

61.8 °C. 

 

1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.55-7.49 (m, 2H, Hortho), 7.43-7.38 (m, 1H, Hpara), 

7.36-7.31 (m, 2H, Hmeta), 5.30-5.24 (m, 2H, H7, H8), 5.08 (d, 1H, 3JH,H = 10.5 Hz, NHAc), 

4.87 (ddd, 1H, 3JH,H = 11.6 Hz, 3JH,H = 10.6 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, H4), 4.39 (dd, 1H, 2JH,H = 

12.6 Hz, 3JH,H = 2.5 Hz, H9a), 4.19 (dd, 1H, 2JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 5.2 Hz, H9b), 4.05-3.96 

(m, 1H, H5), 3.90 (dd, 1H, 3JH,H = 10.7 Hz, 3JH,H = 1.3 Hz, H6), 3.57 (s, 3H, OCH3), 2.82 (dd, 

1H, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, H3eq), 2.14 (s, 3H, Acetyl-CH3), 2.12-1.95 (m, 12H, 

H3ax, 3x Acetyl-CH3, Propanoyl-CH2), 1.06 (t, 3H, 3JH,H = 7.4 Hz, Propanoyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 174.0 (Cq-Propanoyl) 171.1, 170.9, 170.2, 170.1 (4x 

Cq-Acetyl) 168.1, (C1), 136.6, 130.0, 129.0 (CAr) 128.8 (Cq-Ar), 87.7 (C2), 75.0 (C6), 70.1 

(C8), 69.7 (C4), 67.8 (C7), 62.2 (C9), 52.9 (OCH3), 49.4 (C5), 38.6 (C3), 30.0 (Propanoyl-

CH2), 21.1, 21.0, 21.0, 20.9 (4x Acetyl-CH3), 9.77 (Propanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3350, 3285, 2962, 1737, 1656, 1535, 1368, 1216, 1033, 946, 753, 603, 403. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 620.1772 [M+Na]+, gef.: 610.1781 [M+Na]+. 

7.2.6.6 Synthese von Thiophenyl-(methyl-5-N-butanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-

didesoxy-α-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat) 85 

Die Synthese erfolgte nach AVV 7. Es wurden 423 mg (0.725 mmol, 1.0 Äquiv.) Thio-

glycosid 83 in 3.2 mL abs. CH3OH gelöst und mit 430 µL (6.62 mmol, 9.1 Äquiv.) 

Methansulfonsäure versetzt. Die Reaktionszeit betrug 18 h. Anschließend wurden 220 µL 

(1.33 mmol, 1.8 Äquiv.) Butansäureanhydrid eingesetzt. Die abschließende Acetylierung 
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erfolgte in 5.0 mL abs. Pyridin mit 830 µL (8.46 mmol, 12 Äquiv.) Essigsäureanhydrid. Die 

Reaktionszeit betrug 20 h. 

 

Ausbeute: 90.9 mg (0.149 mmol, 21%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C28H37NO12S; Molekular-

gewicht: 611.66 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.68 (EE); 

Anomerenverhältnis: α -anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : +30° (c = 0.100, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 

62.2 °C. 

 

1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.53-7.50 (m, 2H, Hortho), 7.42-7.38 (m, 1H, Hpara), 

7.36-7.31 (m, 2H, Hmeta), 5.28-5.25 (m, 2H, H7, H8), 5.10 (d, 1H, 3JH,H = 9.8 Hz, NHAc), 4.88 

(ddd, 1H, 3JH,H = 11.5 Hz, 3JH,H = 10.5 Hz, 3JH,H = 4.8 Hz, H4), 4.41-4.36 (m, 1H, H9a), 4.22-

4.17 (m, 1H, H9b), 4.01-3.95 (m, 1H, H5), 3.93-3.89 (m, 1H, H6), 3.58 (s, 3H, OCH3), 2.82 

(dd, 1H, 2JH,H = 12.8 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, H3eq), 2.14 (s, 3H, Acetyl-CH3), 2.10-2.07 (m, 2H, 

Butanoyl-CH2), 2.05, 2.04 (2x s, 2x 3H, 2x Acetyl-CH3), 2.03-2.02 (m, 1H, H3ax), 2.00 (s, 

3H, Acetyl-CH3), 1.58-1.53 (Butanoyl-CH2), 0.89 (t, 3H, 3JH,H = 7.3 Hz, Butanoyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.1 (Cq-Butanoyl) 171.0, 170.8, 170.8, 170.2 (4x 

Cq-Acetyl) 168.1, (C1), 136.6 (Cortho), 130.0 (Cmeta), 129.0 (Cpara), 128.8 (Cq-Ar), 87.6 (C2), 

74.9 (C6), 70.1 (C8), 69.7 (C4), 67.9 (C7), 62.1 (C9), 52.9 (OCH3), 49.3 (C5), 38.8 (C3), 38.4 

(Butanoyl-CH2), 21.1, 21.0, 21.0, 21.0 (4x Butanoyl-CH2), 19.0 (Butanoyl-CH2), 13.8 

(Butanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3350, 3285, 2964, 1737, 1657, 1533, 1368, 1217, 1034, 947, 752, 602, 403. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 612.2109 [M+H]+, gef.: 612.2121 [M+H]+. 

5.2.6.7 Synthese von Thiophenyl-(methyl-5-N-pentanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-

didesoxy-α-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat) 86 

Die Synthese erfolgte gemäß der allgemeinen Arbeitsvorschrift AVV 7. Es wurden 556 mg 

(0.953 mmol, 1.0 Äquiv.) Thioglycosid 83 in 4.0 mL abs. CH3OH gelöst und mit 560 µL 

(8.62 mmol, 9.0 Äquiv.) Methansulfonsäure versetzt. Die Reaktionszeit betrug 22 h. 

Anschließend wurden 340 µL (1.72 mmol, 1.8 Äquiv.) Pentansäureanhydrid eingesetzt. Die 

abschließende Acetylierung erfolgte in 6.0 mL abs. Pyridin mit 1.20 mL (12.7 mmol, 

13 Äquiv.) Essigsäureanhydrid. Die Reaktionszeit betrug 20 h. 
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Ausbeute: 296 mg (0.473 mmol, 50%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C29H39NO12S; Molekular-

gewicht: 625.68 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.77 (EE); 

Anomerenverhältnis: α -anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589 : +9.0° (c = 1.00, CH2Cl2); Schmelzpunkt: 

52.7 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.54-7.49 (m, 2H, Hortho), 7.42-7.37 (m, 1H, Hpara), 

7.37-7.30 (m, 2H, Hmeta), 5.28-5.24 (m, 2H, H7, H8), 5.08 (d, 1H, 3JH,H = 10.1 Hz, NHAc), 

4.88 (ddd, 1H, 3JH,H = 11.6 Hz, 3JH,H = 10.1 Hz, 3JH,H = 4.9 Hz, H4), 4.39 (dd, 1H, 2JH,H = 

13.3 Hz, 3JH,H = 1.8 Hz, H9a), 4.22-4.16 (m, 1H, H9b), 4.03-3.87 (m, 2H, H5, H6), 3.58 (s, 

3H, OCH3), 2.82 (dd, 1H, 2JH,H = 12.7 Hz, 3JH,H = 4.5 Hz, H3eq), 2.14 (s, 3H, Acetyl-CH3), 

2.12-2.05 (m, 5H, Acetyl-CH3, Pentanoyl-CH2), 2.04 (s, 3H, Acetyl-CH3), 2.01-1.95 (m, 4H, 

Acetyl-CH3, H3ax), 1.56-1.46 (m, 2H, Pentanoyl-CH2), 1.34-1.23 (m, 2H, Pentanoyl-CH2), 

0.88 (t, 3H, 3JH,H = 7.3 Hz, Pentanoyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.3 (Cq-Pentanoyl) 171.0, 170.8, 170.1, 170.1 (4x 

Cq-Acetyl) 168.1, (C1), 136.6, 130.0, 129.0 (CAr) 128.8 (Cq-Ar), 87.6 (C2), 74.9 (C6), 70.1 

(C8), 69.6 (C4), 67.9 (C7), 62.2 (C9), 52.9 (OCH3), 49.3 (C5), 38.4 (C3), 36.7, 27.6, 22.5 (3x 

Pentanoyl-CH2), 21.1, 21.0, 21.0, 20.9 (4x Acetyl-CH3), 13.9 (Pentanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2958, 2872, 1737, 1658, 1532, 1367, 1216, 1033, 946, 752, 602, 404. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 626.2266 [M+H]+, gef.: 626.2272 [M+H]+. 

5.2.6.8 Synthese von Methyl-5-N-propanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-didesoxy-β-D-

glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat 80 

Die Reaktion erfolgte nach AAV 8. Es wurden 38.0 mg (63.6 µmol, 1.0 Äquiv) 

Thioglycosid 84 gelöst in 1.5 mL Aceton und 21 µL H2O sowie 28.2 mg (158 µmol, 

2.5 Äquiv.) NBS verwendet. Die Reaktionszeit betrug 2.5 h. 

 

Ausbeute: 20.0 mg (39.6 µmol, 62%) einer farblosen 

Watte; Summenformel:  C21H31NO13; Molekulargewicht: 

505.47 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.41 (EE); Anomeren-

verhältnis: β -anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : -5° 

(c = 0.98, CH2Cl2). 
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1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.38 (d, 1H, 3JH,H = 9.4 Hz, NHAc), 5.31 (dd, 1H, 3JH,H 

= 6.3 Hz, 3JH,H = 1.5 Hz, H7), 5.28-5.21 (m, 2H, H4, H8), 4.44 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 

2.2 Hz, H9a), 4.25-4.24 (m, 1H, -OH), 4.22-4.13 (m, 2H, H5, H6), 4.02 (dd, 1H, 2JH,H = 

12.5 Hz, 3JH,H = 7.2 Hz, H9b), 3.87 (s, 3H, OCH3), 2.31-2.26 (m, 1H, H3eq), 2.19-2.06 (m, 

9H, 2x Acetyl-CH3, H3ax, Propanoyl-CH2), 2.03, 2.01 (2x s, 2x, 3H, 2x Acetyl-CH3), 1.09 (t, 

3H, 3JH,H = 7.7 Hz, Propanoyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 174.1 (Cq-Propanoyl) 171.2, 170.9, 170.7, 170.3 (4x 

Cq-Acetyl), 169.3 (C1), 95.0 (C2), 71.1 (C6), 70.9 (C8), 69.4 (C4), 67.9 (C7), 62.8 (C9), 53.7 

(OCH3), 49.6 (C5), 36.2 (C3), 30.0 (Propanoyl-CH2), 21.1, 21.0, 20.9, 20.9 (4x Acetyl-CH3), 

9.81 (Propanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3338, 2970, 2923, 1738, 1656, 1535, 1370, 1212, 1037, 945, 645, 401. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 528.1688 [M+Na]+, gef.: 528.1698 [M+Na]+. 

5.2.6.9 Synthese von Methyl-5-N-butanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-didesoxy-β-D-

glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat 81 

Die Durchführung erfolgte nach AAV 8. Es wurden 33.0 mg (54.0 µmol, 1.0 Äquiv) 

Thioglycosid 85 gelöst in 1.3 mL Aceton und 17 µL H2O sowie 22.2 mg (0.742 mmol, 

2.3 Äquiv.) NBS eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 2.5 h. 

 

Ausbeute: 18.3 mg (35.2 µmol, 64%) einer farblosen 

Watte; Summenformel:  C22H33NO13; Molekulargewicht: 

519.50 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.62 (EE); Anomeren-

verhältnis: β -anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : -50° 

(c = 0.100, CH3OH). 

 

1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.32 (d, 1H, 3JH,H = 9.6 Hz, NHAc), 5.29 (dd, 1H, 3JH,H 

= 6.4 Hz, 3JH,H = 1.6 Hz, H7), 5.27-5.21 (m, 2H, H4, H8), 4.42 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 

2.3 Hz, H9a), 4.21-4.12 (m, 3H, -OH, H5, H6), 4.02 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 7.1 Hz, 

H9b), 3.87 (s, 3H, OCH3), 2.30-2.25 (m, 1H, H3eq), 2.17 (dd, 1H, 2JH,H = 12.8 Hz, 3JH,H = 

5.0 Hz, H3ax), 2.14 (s, 3H, Acetyl-CH3), 2.12-2.02 (m, 8H, 2x Acetyl-CH3, Butanoyl-CH2), 

2.00 (s, 3H, Acetyl-CH3), 1.62-1.58 (m, 2H, Butanoyl-CH2), 0.91 (t, 3H, 3JH,H = 7.3 Hz, 

Butanoyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.2 (Cq-Butanoyl) 171.2, 170.9, 170.6, 170.3 (4x 

Cq-Acetyl), 169.3 (C1), 94.9 (C2), 71.0 (C6), 70.8 (C8), 69.4 (C4), 67.9 (C7), 62.8 (C9), 53.7 

(OCH3), 49.6 (C5), 38.9 (Butanoyl-CH2), 36.2 (C3), 21.1, 21.1, 21.0, 20.9 (4x Acetyl-CH3), 

19.0 (Butanoyl-CH2), 13.9 (Butanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3662, 2970, 2923, 1737, 1656, 1536, 1371, 1222, 1039, 945, 605. 
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MS(ESI+): m/z (%): ber.: 542.1844 [M+Na]+, gef.: 542.1846 [M+Na]+. 

5.2.6.10 Synthese von Methyl-5-N-pentanoyl-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-3,5-didesoxy-β-D-

glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat 82 

Die Durchführung erfolgte nach AAV 8. Es wurden 203 mg (0.324 mmol, 1.0 Äquiv) 

Thioglycosid 86 gelöst in 7.0 mL Aceton und 420 µL H2O sowie 132 mg (0.742 mmol, 

2.3 Äquiv.) NBS verwendet. Die Reaktionszeit betrug 1 h. 

 

Ausbeute: 83.9 mg (0.157 mmol, 48%) einer farblosen 

Watte; Summenformel: C23H35NO13; Molekulargewicht: 

533.52 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.66 (EE); Anomeren-

verhältnis: β -anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : -6.6° (c = 

1.00, CH2Cl2). 

 

1H-NMR (500 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.41 (d, 1H, 3JH,H = 8.9 Hz, NHAc), 5.30 (dd, 1H, 3JH,H 

= 6.3 Hz, 3JH,H = 1.7 Hz, H7), 5.28-5.21 (m, 2H, H4, H8), 4.44 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 

2.4 Hz, H9a), 4.28 (s, 1H, -OH), 4.21-4.13 (m, 2H, H5, H6), 4.02 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 

3JH,H = 7.3 Hz, H9b), 3.87 (s, 3H, OCH3), 2.27 (dd, 1H, 2JH,H = 12.5 Hz, 3JH,H = 11.8 Hz, 

H3eq), 2.20-2.13 (m, 4H, Acetyl-CH3, H3ax), 2.12-2.04 (m, 5H, Acetyl-CH3, Pentanoyl-

CH2), 2.03, 2.00 (2x s, 2x, 3H, 2x Acetyl-CH3), 1.57-1.50 (m, 2H, Pentanoyl-CH2), 1.34-1.27 

(m, 2H, Pentanoyl-CH2), 0.90 (t, 3H, 3JH,H = 7.3 Hz, Pentanoyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 173.4 (Cq-Pentanoyl) 171.1, 171.0, 170.7, 170.3 (4x 

Cq-Acetyl), 169.2 (C1), 94.9 (C2), 71.1 (C6), 71.0 (C8), 69.4 (C4), 68.0 (C7), 62.8 (C9), 53.7 

(OCH3), 49.5 (C5), 36.7 (Pentanoyl-CH2), 36.2 (C3), 27.7, 22.5 (2x Pentanoyl-CH2), 21.1, 

21.1, 21.0, 20.9 (4x Acetyl-CH3), 13.9 (Pentanoyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3304, 2961, 1744, 1656, 1371, 1225, 1036, 601. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 556.2001 [M+Na]+, gef.: 556.2008 [M+Na]+. 

5.2.6.11 Synthese von Acetoxymethyl-5-acetamido-2,4,7,8,9-penta-O-acetyl-3,5-

didesoxy-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat α/β-77 

Es wurden 1.03 g (3.32 mmol, 1.0 Äquiv.) N-Acetylneuraminsäure 14 in 8.0 mL abs. DMF 

suspendiert und mit 540 µL (3.62 mmol, 1.1 Äquiv.) DBU versetzt. Der Reaktionsansatz 

wurde für 10 Minuten bei Rt gerührt. Nachdem eine klare Lösung entstanden war, wurden 

390 µL (3.98 mmol, 1.2 Äquiv.) Acetoxymethylbromid zu dem Reaktionsansatz gegeben und 

dieser bei Rt gerührt. Nach 4 h Reaktionszeit war kein Edukt mehr detektierbar (DC-Kontrolle 

EtOH/AcOH/H2O 4:1:1 v/v). Die folgende Peracetylierung erfolgte gemäß AAV 4. Hierfür 

wurden 8.0 mL abs. Pyridin und 4.70 mL (49.7 mmol, 15 Äquiv.) Essigsäureanhydrid 
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verwendet. Die Reaktionszeit betrug 20 h. Die säulenchromatographische Reinigung erfolgte 

mit EE als Elutionsmittel. 

 

 

Ausbeute: 1.05 g (2.68 mmol, 54% über zwei Stufen) eines farblosen Feststoffes; 

Summenformel:  C24H33NO16; Molekulargewicht: 591.52 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.46 (EE); 

Anomerenverhältnis Es wurde ein Anomerenverhältnis von 2/1 erhalten, Schmelzpunkt: 

49.9 °C. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.82-5.69 (m, 4H, 4x H10), 5.40-5.34 (m, 2H, 2x H7), 

5.32-5.30 (m, 1H, NHAc), 5.29-5.27 (m, 1H, NHAc), 5.26-5.20 (m, 1H, H4), 5.19-5.14 (m, 

1H, H8), 5.07 (ddd, 1H, 3JH,H = 6.3 Hz, 3JH,H = 6.3 Hz, 3JH,H = 2.6 Hz, H8), 4.95 (ddd, 1H, 3JH,H 

= 11.9 Hz, 3JH,H = 10.4 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, H4), 4.72 (dd, 1H, 3JH,H = 10.8 Hz, 3JH,H = 2.5 Hz, 

H6), 4.42 (dd, 1H, 2JH,H = 12.5 Hz, 3JH,H = 2.6 Hz, H9a), 4.34 (dd, 1H, 2JH,H = 12.5 Hz, 3JH,H = 

2.6 Hz, H9a), 4.18-4.08 (m, 4H, 2x H5, H6, H9b), 4.04 (dd, 1H, 2JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 

6.0 Hz, H9b), 2.60-2.48 (m, 2H, 2x H3eq), 2.29 (dd, 1H, 2JH,H = 13.8 Hz, 3JH,H = 11.3 Hz, 

H3ax), 2.14, 2.13, 2.12, (4x s, 4x, 3H, 4x Acetyl-CH3), 2.11-2.05 (m, 9H, 2x H3eq, 4x 

Acetyl-CH3), 2.03, 2.03, 2.03, 2.02, 1.89, 1.89 (6x s, 6x, 3H, 6x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.1, 170.8, 170.8, 170.7, 170.4, 170.4, 170.4, 

170.4, 170.2, 170.1, 170.1, 169.6, 168.5, 168.4 (14x Cq-Acetyl, 164.6 (2x C1), 97.5, 95.1 

(C2), 80.0, 79.7 (C10), 74.2, 73.1 (C6), 71.1, 70.1 (C8), 68.3, 68.3 (C4), 67.9, 67.5 (C7), 

62.3, 62.1 (C9), 49.5, 48.9 (C5), 36.8, 35.7 (C3), 23.3, 21.0, 20.9, 20.7, 20.7, 20.7 (14x 

Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2972, 2941, 2902, 2890, 1743, 1370, 1159, 1102, 1068. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 614.1692 [M+Na]+, gef.: 614.1705 [M+Na]+. 
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5.2.6.12 Synthese von Acetoxymethyl-5-acetamido-4,7,8,9-tetra-O-acetyl-2-chlor-3,5-

didesoxy-β-D-glycero-D-galacto-2-nonulopyranosylat 78 

Die Synthese erfolgte nach AAV 5. Es wurden 1.01 g (1.78 mmol, 1.0 Äquiv.) des 

peracetylierten Neuraminsäure-Derivates α/β-77, 15.0 mL Acetylchlorid und 300 µL abs. 

CH3OH verwendet. Die Reaktionszeit betrug 70 h. 

 

Ausbeute: 973 mg (1.71 mmol, quantitativ) eines 

farblosen Wachses; Summenformel:  

C22H30ClNO14; Molekulargewicht: 567.92 g/mol; 

DC: Rf-Wert: 0.61 (EE/CH3OH 98:2 v/v); 

Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : -43° (c = 0.100, CH2Cl2). 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.89 (d, 1H, 2JH,H = 5.4 Hz, H10a), 5.83 (d, 1H, 2JH,H = 

5.4 Hz, H10b), 5.47 (dd, 1H, 3JH,H = 7.0 Hz, 3JH,H = 2.4 Hz, H7), 5.44-5.32 (m, 2H, H4, NHAc), 

5.18-5.12 (m, 1H, H8), 4.42-4.33 (m, 2H, H6, H9a), 4.23 (dd, 1H, 3JH,H = 10.3 Hz, 3JH,H = 

10.3 Hz, H5), 4.06 (dd, 1H, 2JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 5.7 Hz, H9b), 2.77 (dd, 1H, 2JH,H = 

13.9 Hz, 3JH,H = 4.8 Hz, H3eq), 2.29 (dd, 1H, 2JH,H = 13.9 Hz, 3JH,H = 11.3 Hz, H3ax), 2.16, 

2.12, 2.06, 2.06, 2.05, 1.91 (6x s, 6x, 3H, 6x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.1, 170.8, 170.5, 170.1, 169.7, 169.3 (6x Cq-

Acetyl), 163.8 (C1), 96.2 (C2), 80.9 (C10), 74.2 (C6), 70.2 (C8), 68.9 (C4), 68.7 (C7), 62.1 

(C9), 48.9 (C5), 40.5 (C3), 23.3, 21.0, 20.9, 20.9, 20.9, 20.7 (6x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 2972, 1741, 1662, 1537, 1434, 1368, 1202, 1159, 1022, 985. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 568.1428 [M+H]+, gef.: 568.1435 [M+H]+. 

5.2.6.13 Synthese von OAcNeu5NAcCOOAM 76 

Die Durchführung erfolgte nach AAV 6. Es wurden 938 mg (1.65 mmol, 1.0 Äquiv.) des 

Zuckerchlorids 77 gelöst in 40 mL Aceton und 10 mL H2O und 1.64 g (5.95 mmol, 3.6 Äquiv.) 

verwendet. Die Reaktionszeit betrug 3 h. Die Reinigung erfolgte säulenchromatographisch 

an Kieselgel mit EE/CH3OH 98:2 v/v als Eluent. Zur Abtrennung von entstandenem Glycal 

erfolgten zwei weitere Reinigungen an RP-18 Kieselgel mit CH3CN/H2O 1:1 v/v als Eluent. 

 

Ausbeute: 677 mg (1.23 mmol, 75%) einer 

farblosen Watte; Summenformel: C22H31NO15; 

Molekulargewicht: 549.48 g/mol; DC: Rf-Wert: 

0.57 (EE/CH3OH 98:2 v/v); Anomerenverhältnis: 

β-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589 : +1.8° (c = 1.01, CH2Cl2). 
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1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.87 (d, 1H, 2JH,H = 5.6 Hz, H10a), 5.82 (d, 1H, 2JH,H = 

5.6 Hz, H10b), 5.74 (d, 1H, 3JH,H = 9.8 Hz, NHAc), 5.36 (dd, 1H, 3JH,H = 4.9 Hz, 3JH,H = 1.9 Hz, 

H7), 5.25-5.18 (m, 2H, H4, H8), 4.72 (bs, 1H, -OH), 4.55 (dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 

2.2 Hz, H9a), 4.20 (dd, 1H, 3JH,H = 10.6 Hz, 3JH,H = 1.9 Hz, H6), 4.18-4.11 (m, 1H, H5), 4.02 

(dd, 1H, 2JH,H = 12.4 Hz, 3JH,H = 8.0 Hz, H9b), 2.26-2.21 (m, 2H, H3ax, H3eq), 2.14, 2.14, 

2.10, 2.03, 2.02, 1.90 (6x s, 6x, 3H, 6x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 171.3, 171.2, 171.1, 170.4, 170.4, 169.6 (6x Cq-

Acetyl), 167.2 (C1), 95.1 (C2), 80.6 (C10), 71.8 (C8), 71.4 (C6), 69.2 (C4), 68.2 (C7), 62.9 

(C9), 48.6 (C5), 36.0 (C3), 23.3, 21.2, 21.0, 20.9, 20.9, 20.7 (6x Acetyl-CH3). 

IR: �̃� [cm-1] = 3265, 2976, 1741, 1661, 1540, 1431, 1370, 1213, 1037, 599. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 550.1766 [M+H]+, gef.: 550.1776 [M+H]+. 

5.2.7 Darstellung von 1,2,3-Tri-O-acetyl-α- und -β-D-ribosyl-5-monophos-

phat α- und β-96 

5.2.7.1 Synthese von 5-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-1,2,3-triacetyl-α- und -β-D-ribose 

α- und β-102 

Die Reaktion wurde nach AAV 1 durchgeführt. Es wurden 3.01 g (20.0 mmol, 1.0 Äquiv.) 

D-Ribose 93, 50.0 mL abs. Pyridin und 3.86 g (25.6 mmol, 1.3 Äquiv.) tert-Butyldimethyl-

silylchlorid eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 20 h. Nach vollständiger Umsetzung des 

Eduktes wurden 17.0 mL (180 mmol, 9.0 Äquiv.) Essigsäureanhydrid dazugegeben und der 

Reaktionsansatz 3.5 h bei Rt gerührt.  

 

Summenformel: C17H30O8Si; Molekulargewicht: 390.50 g/mol. 

 

α-Anomer: 

Ausbeute: 1.84 g (4.71 mmol, 23%) eines farblosen Öls; DC: Rf-Wert: 

(PE/EE 3:1 v/v) 0.48; Drehwert:  25

nm589α : +52.2° (c = 1.00, CH2Cl2).  

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 6.40 (d, 3JH,H = 4.7 Hz, 1H, H1), 5.35 (dd, 3JH,H = 

6.5 Hz, 3JH,H = 1.9 Hz, 1H, H3), 5.26 (dd, 3JH,H = 6.5 Hz, 3JH,H = 4.7 Hz, 1H, H2), 4.31-4.28 (m, 

1H, H4), 3.82 (dd, 2JH,H = 11.4 Hz, 3JH,H = 2.4 Hz, 1H, H5a), 3.74 (dd, 2JH,H = 11.4 Hz, 3JH,H = 

2.7 Hz, 1H, H5b), 2.12, 2.11, 2.06 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3), 0.90 (s, 9H, tBu-CH3), 0.08, 

0.07 (2x s, 2x 3H, 2x Silyl-CH3). 
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13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.5, 170.1, 169.5 (3x Cq-Acetyl), 94.6 (C1), 85.4 

(C4), 70.7, 70,7 (C2, C3), 63.0 (C5), 26.0 (tBu-CH3), 21.3, 20.9, 20.5 (3x Acetyl-CH3), 18.4 

(tBu-Cq), -5.3, -5.4 (2x Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 2956, 2931, 2859, 1738, 1461, 1365, 1212, 1070, 1005, 963, 828, 775, 602. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 413.1608 [M+Na]+, gef.: 413.1616 [M+Na]+. 

 

β-Anomer: 

Ausbeute: 1.79 g (4.58 mmol, 23%) eines farblosen Öls; DC: Rf-Wert: 

(PE/EE 3:1 v/v) 0.71; Drehwert:  25

nm589α : -17.9° (c = 1.01, CH2Cl2).  

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 6.15 (d, 3JH,H = 1.9 Hz, 1H, H1), 5.41 (dd, 3JH,H = 

5.3 Hz, 3JH,H = 5.1 Hz, 1H, H3), 5.37 (dd, 3JH,H = 4.9 Hz, 3JH,H = 1.9 Hz, 1H, H2), 4.23-4.19 (m, 

1H, H4), 3.77-3.74 (m, 2H, H5a,b), 2.10, 2.08, 2.06 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3), 0.90 (s, 9H, 

tBu-CH3), 0.06, 0.06 (2x s, 2x 3H, 2x Silyl-CH3). 

13C-NMR (126 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 169.9, 169.6, 169.6 (3x Cq-Acetyl), 98.5 (C1), 82.8 

(C4), 74.7 (C2), 71,2 (C3), 63.1 (C5), 26.0 (tBu-CH3), 21.2, 21.0, 20.7 (3x Acetyl-CH3), 18.4 

(tBu-Cq), -5.3, -5.4 (2x Silyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 2955, 2931, 2859, 1747, 1464, 1370, 1211, 1075, 1005, 965, 834, 777, 600. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 413.1608 [M+Na]+, gef.: 413.1749 [M+Na]+. 

 

Weitere 18% lagen noch als Mischfraktion vor. 

5.2.7.2 Synthese von 1,2,3-Triacetyl-α-D-ribose α-92 

Die Reaktion wurde nach AAV 2 durchgeführt. Es wurden 1.69 g (4.33 mmol, 1.0 Äquiv.) 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-1,2,3-triacetyl-α-D-ribose α-102, 20.0 mL CH2Cl2 und 4.20 mL 

(26.0 mmol, 6.0 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 21 h. 

 

Ausbeute: 1.08 g (3.91 mmol, 90%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C11H16O8; Molekulargewicht: 276.24 g/mol; DC: Rf-Wert: 

(PE/EE 1:1 v/v) 0.35; Anomerenverhältnis: α-anomerenrein; Drehwert: 

 25

nm589α : +79.1° (c = 1.00, CH3OH). 

 

1H-NMR (600 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 6.28 (d, 3JH,H = 4.5 Hz, 1H, H1), 5.24-5.13 (m, 2H, 

H2, H3), 5.09 (dd, 3JH,H = 5.6 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, 1H, -OH), 4.23-4.19 (m, 1H, H4), 3.55-3.50 

(m, 2H, H5a,b), 2.07, 2.06, 2.01 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 



Experimenteller Teil 

 

170 
 

13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 169.9, 169.6, 169.2 (3x Cq-Acetyl), 93.7 (C1), 

84.5 (C4), 69.9, 69,7 (C2, C3), 60.7 (C5), 20.9, 20.5, 20.2 (3x Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3471, 2939, 1737, 1432, 1371, 1214, 1096, 1043, 1008, 942, 896, 601. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 299.0743 [M+Na]+, gef.: 299.0750 [M+Na]+. 

5.2.7.3 Synthese von 1,2,3-Triacetyl-β-D-ribose β-92 

Die Reaktion wurde nach AAV 2 durchgeführt. Es wurden 1.68 g (4.30 mmol, 1.0 Äquiv.) 

5’-O-(tert-Butyldimethylsilyl)-1,2,3-triacetyl-β-D-ribose β-102, 20.0 mL CH2Cl2 und 4.20 mL 

(26.0 mmol, 6.0 Äquiv.) Et3N*3HF verwendet. Die Reaktionszeit betrug 22 h. 

 

Ausbeute: 1.06 g (3.84 mmol, 89%) eines farblosen Öls; Summen-

formel: C11H16O8; Molekulargewicht: 276.24 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE) 

0.57; Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589α : +16.8° 

(c = 1.00, CH3OH). 

 

1H-NMR (500 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 6.00 (d, 3JH,H = 1.3 Hz, 1H, H1), 5.25-5.20 (m, 2H, 

H2, H3), 5.01 (dd, 3JH,H = 5.9 Hz, 3JH,H = 5.6 Hz, 1H, -OH), 4.13-4.09 (m, 1H, H4), 3.56 (ddd, 

2JH,H = 12.2 Hz, 3JH,H = 5.2 Hz, dd, 3JH,H = 4.0 Hz, 1H, H5a), 3.46 (ddd, 2JH,H = 12.2 Hz, 3JH,H = 

6.0 Hz, dd, 3JH,H = 4.5 Hz, 1H, H5b), 2.08, 2.05, 2.03 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (126 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 169.6, 169.4, 169.1 (3x Cq-Acetyl), 97.5 (C1), 

82.3 (C4), 73.7 (C2), 70.2 (C3), 60.8 (C5), 20.9, 20.3, 20.3 (3x Acetyl-CH3). 

IR: [cm-1] = 3493, 2939, 1741, 1432, 1370, 1210, 1066, 1020, 957, 893, 600. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 299.0737 [M+Na]+, gef.: 299.0759 [M+Na]+. 

5.2.7.4 Synthese von Di-O-benzyl-(1,2,3-tri-O-acetyl-α-D-ribosyl)-5-monophosphat 103 

Die Reaktion wurde nach AAV 9 durchgeführt. Es wurden 436 mg (1.58 mmol, 1.0 Äquiv.) 

1,2,3-Triacetyl-α-D-ribose α-92 gelöst in 10.0 mL abs. CH3CN sowie 780 µL (819 mg, 

2.37 mmol, 1.5 Äquiv.) Dibenzyl-N,N-(diisopropyl)phosphoramidit 105 verwendet. Des 

Weiteren wurden 6.35 mL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) und 435 µL 

tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan, 1.5 Äquiv.) eingesetzt. 

 

Ausbeute: 753 mg (1.40 mmol, 89%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C25H29O11P; Molekulargewicht: 536.46 g/mol; 

DC: Rf-Wert: (PE/EE 1:1 v/v) 0.21; Anomerenverhältnis: 

α-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589α : +46.3° (c = 1.00, CH2Cl2). 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.37-7.33 (m, 10H, H-Aryl) 6.34 (d, 3JH,H = 4.6 Hz, 1H, 

H1), 5.24 (dd, 3JH,H = 6.9 Hz, 3JH,H = 2.9 Hz 1H, H3), 5.11-5.03 (m, 5H, H2, CH2-Bn) 4.35-

4.31 (m, 1H, H4), 4.19-4.14 (m, 2H, H5a,b), 2.10 (s, 6H, 2x O-Acetyl-CH3), 2.07, (s, 3H, O-

Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.2, 169.7, 169.3 (3x Cq-Acetyl), 135.7 (d, 2JC,P = 

1.5 Hz, Cq-Ar), 135.6 135.7 (d, 2JC,P = 1.5 Hz, Cq-Ar), 128.8, 128.2, 128.2 (CAr), 94.2 (C1), 82.5 

(d, 3JC,P = 7.9 Hz, C4), 70.2 (C2), 69,8 (d, 2JC,P = 5.6 Hz, 2x CH2-Bn), 69.6 (C3), 66.5 (d, 2JC,P 

= 6.0 Hz, C5), 21.2, 20.8, 20.4 (3x Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -1.17. 

IR: [cm-1] = 3035, 2953, 1742, 1498, 1456, 1433, 1370, 1250, 1213, 1112, 994, 939, 880, 

737, 696, 600, 495. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 559.1345 [M+Na]+, gef.: 559.1332 [M+Na]+. 

5.2.7.5 Synthese von Bis-O-(9H-fluoren-9-ylmethyl)-(1,2,3-tri-O-acetyl-β-D-ribosyl)-5-

monophosphat 104 

Die Reaktion wurde gemäß AAV 9 durchgeführt. Es wurden 319 mg (1.15 mmol, 1.0 Äquiv.) 

1,2,3-Triacetyl-β-D-ribose β-92 gelöst in 6.0 mL abs. CH3CN sowie 726 mg (1.39 mmol, 

1.2 Äquiv.) Bis-O-(9H-fluoren-9-ylmethyl)-N,N-(diisopropylamino)phosphoramidit 106 gelöst 

in 4.0 mL CH2Cl2 verwendet. Des Weiteren wurden 5.60 mL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in 

CH3CN, 1.2 Äquiv.) und 260 µL (5.5 M in n-Decan, 1.2 Äquiv.) tert-Butylhydroperoxid 

eingesetzt. Die Reaktionszeit betrug 24 h. 

 

Ausbeute: 639 mg (0.897 mmol, 78%) eines 

farblosen Öls; Summenformel: C39H37O11P; 

Molekulargewicht: 712.68 g/mol; DC: Rf-Wert: 

(PE/EE 1:1 v/v) 0.36; Anomerenverhältnis: β-

anomerenrein; Drehwert:  25

nm589α : -3.6° (c = 1.04, 

CH2Cl2). 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.75-7.67 (m, 4H, H1, H8), 7.57-7.46 (m, 4H, H-4, H-

5), 7.41-7.33 (m, 4H, H2, H7), 7.28 (dq, 3JH,H = 7.4 Hz, 4JH,H = 1.0 Hz, 2H, H3, H6), 7.26-7.22 

(m, 2H, H3, H6), 6.11 (d, 3JH,H = 0.5 Hz, 1H, H1‘), 5.33 (dd, 3JH,H = 7.0 Hz, 3JH,H = 4.9 Hz, 1H, 

H3‘), 5.29 (dd, 3JH,H = 4.8 Hz, 3JH,H = 0.5 Hz, 1H, H2‘), 4.34-4.22 (m, 5H, H4‘, 2x -CH2), 4.16-

4.10 (m, 2H, 2x H9), 4.06-3.95 (m, 2H, H5‘a,b), 2.12, 2.02, 1.90 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 169.8, 169.5, 169.3 (3x Cq-Acetyl), 143.1, 143.0 (Cq-

8a, Cq-9a), 141.5, 141.5 (Cq-4a, Cq-4b), 128.1 (C2, C7), 127.3 (C3, C6), 125.2, 125.2 (C4, 

C5), 120.2, 120.2 (C1, C8), 98.1 (C1‘), 79.9 (C4‘), 74.2 (C2‘) 70.1 (C3‘), 69.6 (d, 2JC,P = 
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6.4 Hz, -CH2), 60.6 (C5‘), 48.0 (d, 3JC,P = 5.7 Hz, C9), 47.9 (d, 3JC,P = 5.2 Hz, C9), 21.0, 20.6, 

20.6 (3x Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -1.69. 

IR: [cm-1] = 3066, 3041, 3017, 2943, 2893, 1747, 1449, 1371, 1211, 1013, 987, 739, 505. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 735.1971 [M+Na]+, gef.: 753.2032 [M+Na]+. 

5.2.7.6 Synthese von 1,2,3-Tri-O-acetyl-α-D-ribosyl-5-monophosphat α-96 als Triethyl-

ammoniumsalz 

Unter Inertgasatmosphäre wurden 53.9 mg (0.100 mmol, 1.0 Äquiv.) Di-O-benzyl-(1,2,3-tri-

O-acetyl-α-D-ribosyl)-5-monophosphat 103 in 1,4-Dioxan gelöst und mit 28.0 µL (20.4 mg, 

0.202 mmol, 2.0 Äquiv.) Et3N versetzt. Anschließend wurde eine Spatelspitze Palladium-

hydroxid zu der Reaktionslösung gegeben und diese unter Wasserstoffatmosphäre bei Rt für 

20 h gerührt. Der Reaktionsumsatz wurde dünnschichtchromatographisch mit CH3CN/H2O 

7:3 (v/v) verfolgt. Nach vollständiger Umsetzung des Eduktes wurde der Reaktionsansatz 

über Watte und Celite in einer Pasteurpipette filtriert und mit EE nachgespült. Das Lösungs-

mittel wurde im Membranpumpenvakuum entfernt. Der Rückstand wurde in Wasser aufge-

nommen und gefriergetrocknet. 

 

Ausbeute: 49.0 mg (1.40 mmol, 89%) eines leicht bräunlichen 

Öls; Summenformel: C23H47N2O11P; Molekulargewicht: 

487.76 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH3CN/H2O 7:3 v/v) 0.53; 

Anomerenverhältnis: α-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589α : 

+63.5° (c = 1.02, CH3OH). 

 

Anmerkung: Zur Vereinfachung wurde die Summenformel für 2 Triethylammonium-

Gegenionen berechnet. Für die Berechnung des Molekulargewichts wurde beachtet, dass 

tatsächlich 1.3 vorliegen. Für die fehlenden 0.7 Gegenionen wurden Protonen angenommen. 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 6.47 (d, 1H, 3JH,H = 4.0 Hz, H1), 5.44 (dd, 1H, 3JH,H = 

6.5 Hz, 3JH,H = 2.0 Hz, H3), 5.40 (dd, 1H, 3JH,H = 6.4 Hz, 3JH,H = 4.4 Hz, H2), 4.61-4.57 (m, 1H, 

H4), 4.09-3.98 (m, 2H, H5a,b), 3.21 (q, 3JH,H = 7.3 Hz, 8H, (HN(CH2CH3)3
+), 2.20, 2.19, 2.13 

(3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3), 1.29 (t, 3JH,H = 7.3 Hz, 12H, (HN(CH2CH3)3
+). 

13C-NMR (101 MHz, D2O): δ [ppm] = 173.1, 172.9, 172.1, (3x Cq-Acetyl) 94.6 (C1), 83.7 (d, 

3JC,P = 8.3 Hz, C4), 70.6, 70.4 (C2, C3), 64.2 (d, 2JC,P = 4.5 Hz, C5), 46.7 (HN(CH2CH3)3
+), 

20.4, 20.1, 19.7 (3x Acetyl-CH3), 8.21 (HN(CH2CH3)3
+). 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = 0.14. 

IR: [cm-1] = 2985, 2943, 2642, 1738, 1371, 1216, 1070, 1007, 913, 809, 509. 
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MS(ESI-): m/z (%): ber.: 355.0436 [M-H]-, gef.: 355.0424 [M-H]-. 

5.2.7.7 Synthese von 1,2,3-Tri-O-acetyl-β-D-ribosyl-5-monophosphat β-96 als Triethyl-

ammoniumsalz 

Unter Inertgasatmosphäre wurden 593 mg (0.683 mmol, 1.0 Äquiv.) Bis-O-(9H-fluoren-9-

ylmethyl)-(1,2,3-tri-O-acetyl-β-D-ribosyl)-5-monophosphat 104 in 20.0 mL abs. CH3CN gelöst 

und mit 5.0 mL Et3N (3.7 g, 36.1 mmol, 53 Äquiv.) versetzt. Die Reaktionskontrolle erfolgte 

dünnschichtchromatographisch mit EE und CH3CN/H2O (7:3 v/v). Nach 30 Minuten war die 

erste Schutzgruppe entfernt. Der Reaktionsansatz wurde über Nacht bei Rt gerührt. Nach 

24 h wurde das Lösungsmittel entfernt und der Rückstand in CH2Cl2 und H2O aufgenommen. 

Das Gemisch wurde in vier 50 mL Tubes gefüllt, geschüttelt und bei 8000 u/min für 

3 Minuten zentrifugiert. Die organische Phase wurde mit einer Kanüle abgenommen und die 

wässrige Phase erneut mit CH2Cl2 versetzt und erneut geschüttelt und zentrifugiert. Nach 

erneuter Entfernung der organischen Phase wurde die wässrige Phase mit PE 50-70 

versetzt und wieder geschüttelt und zentrifugiert. Abschließend wurde die wässrige mit einer 

Kanüle abgenommen und gefriergetrocknet. Das Rohprodukt wurde mittels automatisierter 

Säulenchromatographie an RP-18-Kieselgel gereinigt (H2O 100% Vol., 0-15 min, 

H2O/CH3CN 0-100% Vol., 15-21 min, CH3CN 100%, 21-25 min, Flussrate 20 mL/min). 

 

Ausbeute: 334 mg (0.671 mmol, 96%) eines farblosen Öls; 

Summenformel: C23H47N2O11P; Molekulargewicht: 

507.91 g/mol; DC: Rf-Wert: (CH3CN/H2O 7:3 v/v) 0.55; 

Anomerenverhältnis: β-anomerenrein; Drehwert:  25

nm589α : -

9.0° (c = 1.03, CH3OH). 

 

Anmerkung: Zur Vereinfachung wurde die Summenformel für 2 Triethylammonium-

Gegenionen berechnet. Für die Berechnung des Molekulargewichts wurde beachtet, dass 

tatsächlich 1.5 vorliegen. Für die fehlenden 0.5 Gegenionen wurden Protonen angenommen. 

 

1H-NMR (600 MHz, D2O): δ [ppm] = 6.17 (d, 1H, 3JH,H = 0.6 Hz, H1), 5.49-5.45 (m, 2H, H2, 

H3), 4.52-4.48 (m, 1H, H4), 4.06 (ddd, 1H, 3JH,H = 3.4 Hz, 3JH,P = 5.6 Hz, 2JH,H = 11.8 Hz, 

H5a), 3.96 (ddd, 1H, 3JH,H = 5.5 Hz, 3JH,P = 11.3 Hz, 2JH,H = 11.6 Hz, H5b), 3.20 (q, 3JH,H = 

7.4 Hz, 9H, (HN(CH2CH3)3
+), 2.18, 2.16, 2.12 (3x s, 3x 3H, Acetyl-CH3), 1.28 (t, 3JH,H = 

7.4 Hz, 14H, (HN(CH2CH3)3
+). 

13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 172.8, 172.6 (3x Cq-Acetyl) 98.4 (C1), 81.0 (d, 3JC,P = 

8.4 Hz, C4), 74.4 (C2), 70.7 (C3), 64.2 (d, 2JC,P = 5.5 Hz C5), 46.7 (HN(CH2CH3)3
+), 20.5, 

19.9, 19.9 (3x Acetyl-CH3), 8.22 (HN(CH2CH3)3
+). 
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31P-NMR (243 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = 0.55. 

IR: [cm-1] = 2987, 2944, 2887, 2217, 1744, 1371, 1213, 1162, 1068, 1027, 964, 898, 811, 

524. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 355.0436 [M-H]-, gef.: 355.0409 [M-H]-. 

5.2.8 Darstellung von Phosphoramiditen 

5.2.8.1 Synthese von Acetoxybenzyl-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 60 

Die Darstellung erfolgte nach AAV 10. Es wurden 200 mg (0.542 mmol, 1.0 Äquiv.) des 

selektiv geschützten Cytidins 64 gelöst in 2.7 mL abs. CH3CN sowie 276 mg (0.811 mmol, 

1.5 Äquiv.) des Phosphordiamidits 62 gelöst in 4.0 mL abs. CH3CN verwendet. Des Weiteren 

wurden 220 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) eingesetzt. 

 

 

 

Ausbeute: 266 mg (0.400 mmol, 74%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel:  C30H41N4O11P; 

Molekulargewicht: 664.64 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.38 

(EE/Et3N 9:1 v/v); Diastereomerenverhältnis: 1:1, 

Schmelzpunkt: 149 °C. 

 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 9.02 (s, 1H, NHAc), 8.93 (s, 1H, NHAc), 8.28 (d, 3JH,H 

= 7.7 Hz, 1H, H6), 8.22 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H6), 7.39-7.30 (m, 5H, 4x H2ar, H5), 7.18 (d, 

3JH,H = 7.7 Hz, 1H, H5), 7.10-7.02 (m, 4H, 2x H3ar), 6.39-6.33 (m, 2H, 2x H1’), 5.46 (dd, 3JH,H 

= 5.3 Hz, 3JH,H = 3.7 Hz, 1H, H3’), 5.42-5.36 (m, 3H, 2x H2’, H3’), 4.80-4.73 (m, 2H, CH2-Bn), 

4.71-4.63 (m, 2H, CH2-Bn), 4.36-4.31 (m, 2H, 2x H4’), 3.98 (dd, 2JH,H = 12.0 Hz, 3JH,H = 

5.8 Hz, 1H, H5’), 3.92-3.82 (m, 3H, 3x H5’), 3.71-3.60 (m, 4H, 4x iPr-CH), 2.29, 2.28, 2.23, 

2.22, 2.10, 2.10, 2.06, 2.06 (8x s, je 3H, 8x Acetyl-CH3), 1.23-1.18 (m, 24H, 8x iPr-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.1, 169.7, 169.7, 169.5, 169.5, 169.4, 169.4 (8x 

Cq-Acetyl), 162.5, 162.5 (C2), 155.2, 155.1 (C4), 149.9, 149.9 (C4ar), 144.2, 144.2 (C6), 

136.4, 136.4 (C1ar), 128.9, 128.2 (C3ar), 121.8, 121.6 (C2ar), 96.8, 96.7 (C5), 87.2, 87.1 

(C1‘), 83.0, 82.9 (C4‘), 74.4, 74.4 (C2‘), 71.6, 71.4 (C3‘), 65.4, 65.2 (CH2-Bn), 62.7, 62.2 

(C5‘), 43.5, 43.4, 43.3, 43.3 (iPr-CH), 25.0, 24.9, 24.8, 24.8 (4x iPr-CH3, 2x Acetyl-CH3), 

21.3, 20.8, 20.6, 20.6 (4x Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3) δ/ppm: 149.2, 149.1. 
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IR: �̃� [cm-1] = 2967, 2931, 2869, 1748, 1668, 1625, 1557, 1489, 1367, 1311, 1212, 12291, 

1103, 1008, 973. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 665.2582 [M+H]+, gef.: 665.2636 [M+H]+. 

5.2.8.2 Synthese von 4-Methoxybenzoyloxybenzyl-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 61 

Die Reaktion wurde gemäß AAV 10 durchgeführt. Es wurden 60.3 mg (0.163 mmol, 

1.0 Äquiv.) des selektiv geschützten Cytidins 64 gelöst in 1.3 mL abs. CH3CN sowie 

120.4 mg (0.246 mmol, 1.5 Äquiv.) des Phosphordiamidits 63 gelöst in 2.6 mL abs. CH3CN 

verwendet. Des Weiteren wurden 650 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) 

eingesetzt. 

 

 

 

 

Ausbeute: 97.0 mg (0.128 mmol, 78%) eines farblosen 

Feststoffes; Summenformel: C36H45N4O12P; 

Molekulargewicht: 756.74 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.44 

(EE/Et3N 9:1 v/v); Diastereomerenverhältnis:1:1; 

Schmelzpunkt: 82.9 °C. 

 

 

 

 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.37 (s, 2H, NHAc), 8.29 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H6), 

8.20 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H6), 8.18-8.13 (m, 4H, 2x H6ar), 7.43-7.37 (m, 4H, 4x H2ar), 7.29-

7.27 (m, 1H, H5), 7.21-7.14 (m, 4H, 2x H3ar), 7.03 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H5), 7.01-6.96 (m, 

4H, 2x H7ar), 6.40-6.36 (m, 2H, 2x H1’), 5.48 (dd, 3JH,H = 5.3 Hz, 3JH,H = 3.7 Hz, 1H, H3’), 

5.43-5.39 (m, 3H, 2x H2’, H3’), 4.84-4.76 (m, 2H, CH2-Bn), 4.74-4.65 (m, 2H, CH2-Bn), 4.36-

4.32 (m, 2H, 2x H4’), 4.04-3.97 (m, 1H, H5’), 3.91-3.82 (m, 9H, 2x OCH3, 3x H5’), 3.73-3.62 

(m, 4H, 4x iPr-CH), 2.21, 2.20, 2x s, je 3H, 2x Acetyl-CH3), 2.11, 2.07, (2x s, je 6H, 4x 

Acetyl-CH3), 1.27-1.19 (m, 24H, 8x iPr-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 169.5, 163.8 (Cq-Acetyl), 163.8 (C8ar), 132.5, 132.4 

(C6ar), 128.3 (C2ar), 122.1, 121.9 (C3ar), 114.0 (C7ar), 96.0 (C5), 86.3 (C1‘), 82.9 (C4‘), 74.4 

(C2‘), 71.4 (C3‘), 64.9, 64.4 (CH2-Bn), 61.7 (C5‘), 55.7 (OCH3) 43.3, 42.9 (iPr-CH), 24.9, 

24.9, 24.8, 24.8 (iPr-CH3, Acetyl-CH3), 20.9, 20.6 (Acetyl-CH3). 

31P-NMR (243 MHz, CDCl3) δ/ppm: 149.1, 149.0. 
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IR: �̃� [cm-1] = 3649, 2969, 2929, 1731, 1628, 1604, 1558, 1489, 1370, 1313, 1229, 1164, 

1026, 978. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 757.2844 [M+H]+, gef.: 757.2914 [M+H]+. 

 

Anmerkung: Ein Teil der angegebenen 13C-Signale wurde anhand des HSQC und HMBC 

ermittelt. 

5.2.8.3 Versuch der Synthese von 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-adenosin)phosphor-

amidit 88 

Die Reaktion wurde unter Stickstoff als Inertgas durchgeführt. Es wurden 49.6 mg 

(0.186 mmol, 1.0 Äquiv.) Adenosin 91 zunächst dreimal mit abs. DMF coevaporiert und 

anschließend in 2.0 mL gelöst. Es wurden 94.6 mg (0.216 mmol, 1.2 Äquiv.) 4-Pentanoyl-

oxybenzyl-bis-(diisopropylamino)phosphoramidit 90 30 Minuten im Ölpumpenvakuum 

getrocknet, einmal mit abs. CH3CN coevaporiert und anschließend in 2.0 mL abs. CH3CN 

gelöst. Das Phosphoramidit wurde zu dem Nucleosid gegeben und dann wurden alle fünf 

Minuten 0.25 Äquiv. DCI (0.25 M in CH3CN) zu dem Reaktionsansatz gegeben. Nach der 

Zugabe von 1.0 Äquiv. und einer Reaktionszeit von 20 Minuten war ein vollständiger Umsatz 

erreicht (DC: CH2Cl2/CH3OH/Et3N 6:2:1 v/v/v mit zuvor konditionierten DC-Platten). Das 

Lösungsmittel wurde im Membranpumpenvakuum entfernt. Die Reinigung erfolgte am 

Chromatotron mit einem Methanol-Gradienten EE/Et3N 9:1 → EE/Et3N 9:1 + 2% CH3OH → 

EE/Et3N/CH3OH 8:1:1 als Elutionsmittel, ebenfalls mit zuvor konditionierter Platte. Es war 

nicht möglich das Produkt vollständig zu reinigen. 

 

Summenformel: C28H41N6O7P; Molekulargewicht: 604.63 g/mol; DC: Rf-Wert: 

(EE/Et3N/CH3OH 8:1:1 v/v/v) 0.65. 

 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3, entkoppelt):  [ppm] = 149.4, 148.8. 
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5.2.8.4 Synthese von Synthese von 4-Pentanoyloxybenzyl-(5’-O-adenosinAc)-phosphor-

amidit 95 

Die Darstellung erfolgte nach AAV 10. Es wurden 42.1 mg (0.107 mmol, 1.0 Äquiv.) des 

N4-Acetyl-2’,3’-di-O-acetyladenosin 97 gelöst in 1.0 mL abs. CH3CN sowie 51.8 mg 

(0.118 mmol, 1.1 Äquiv.) 4-Pentanoyloxybenzyl-bis-(diisopropylamino)phosphoramidit 90 

gelöst in 1.8 mL abs. CH3CN verwendet. Des Weiteren wurden 428 µL DCI-Aktivatorlösung 

(0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) eingesetzt. Die Zugabe des Diamidites 90 erfolgte bei Rt und 

die Reaktionszeit betrug 10 Minuten. 

 

Ausbeute: 54.2 g (74.2 µmol, 69%) eines farblosen Öls; Summenformel: C34H47N6O10P; 

Molekulargewicht: 730.74 g/mol; DC: Rf-Wert: (EE/Et3N 9:1 v/v) 0.62. 

 

1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.79 (s, 1H, NHAc), 8.71-8.62 (m, 3H, NHAc, 2x H8), 

8.50 (s, 1H, H2), 8.47 (s, 1H, H2), 7.41-7.34 (m, 4H, Har), 7.06-7.01 (m, 4H, Har), 6.41 (d, 

3JH,H = 4.3 Hz, 1H, H1‘), 6.39 (d, 3JH,H = 4.3 Hz, 1H, H1‘), 5.86-5.80 (m, 2H, 2x H2’), 5.62 (dd, 

3JH,H = 5.2 Hz, 3JH,H = 2.2 Hz, 1H, H3‘), 5.58 (dd, 3JH,H = 5.2 Hz, 3JH,H = 2.2 Hz, 1H, H3‘), 4.84-

4.77 (m, 2H, CH2-Bn), 4.74-4.66 (m, 2H, CH2-Bn), 4.43-4.39 (m, 1H, H4’), 3.9 (ddd, 2JH,H = 

11.6 Hz, 3JH,H = 2.8 Hz, 3JH,P = 5.5 Hz, 1H, H5‘a), 3.95-3.82 (m, 3H, H5‘a, 2x H5‘b), 3.74-3.62 

(m, 4H, 4x iPr-CH), 2.60, 2.58 (2x s,2x 3H, 2x N-Acetyl-CH3), 2.57-2.52 (m, 4H, 2x -CH2-a), 

2.15, (s, 6H, 2x O-Acetyl-CH3), 2.02, 2.01 (2x s, 2x 3H, 2x O-Acetyl-CH3), 1.77-1.71 (m, 4H, 

2x -CH2-b), 1.49-1.39 (m, 4H, 2x -CH2-c), 1.23 (m, 24H, 4x iPr-CH3), 0.99-0.94 (m, 6H, 2x -

CH3-d). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 128.2 (Car), 121.7, 121.6 (Car), 85.0 (C1’), 83.5 (C4’), 

74.3 (C2’), 72.5, 72.4 (C3’), 65.0 (CH2-Bn), 60.0 (C5’), 43.3 (iPr-CH), 34.3 (-CH2-a), 27.1 (-

CH2-b), 25.8 (N-Acetyl CH3), 24.9 (iPr-CH3), 22.4 (-CH2-c), 20.8, 20.5 (O-Acetyl-CH3), 13.9 

(-CH3-d). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3, entkoppelt):  [ppm] = 149.1, 148.9. 
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IR: [cm-1] = 2965, 2932, 2871, 1751, 1704, 1606, 1586, 1465, 1371, 1279, 1210, 1027, 974, 

725, 503. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 731.3161 [M+H]+, gef.: 731.3238 [M+H]+. 

5.2.8.5 Synthese von Bis-O-(9H-fluoren-9-ylmethyl)-N,N-diisopropylaminophosphor-

amidit 106 

Unter Inertgasatmosphäre wurden 2.24 g (11.1 mmol, 1.0 Äquiv.) Dichloro-N,N-

(diisopropyl)phosphoramidit 107 in 40 mL abs. THF gelöst. Zu dieser Lösung wurden bei 

0 °C 4.35 g (22.2 mmol, 2.0 Äquiv.) 9-Fluoroenylmethanol 108 und 3.23 mL (2.36 g, 

23.3 mmol, 2.1 Äquiv.) Et3N gelöst in 50 mL abs. THF getropft. Nach der vollständigen 

Zugabe wurde auf Rt erwärmt und der Reaktionsansatz über Nacht gerührt. Nach 24 h 

wurde die erhaltene Suspension filtriert. Das Filtrat wurde in je 200 mL 0.5 M Phosphatpuffer 

pH 7.0 und EE aufgenommen. Die organische Phase wurde abgetrennt und die wässrige 

Phase erneut mit EE extrahiert. Anschließend wurden die vereinigten organischen Phasen 

über Natriumsulfat getrocknet, filtriert und das Lösungsmittel im Membranpumpenvakuum 

entfernt. Der Rückstand wurde mehrere Male mit CH2Cl2 coevaporiert. Eine 

säulenchromatographische Reinigung war nicht erforderlich. 

 

 

Ausbeute: 5.76 g (11.0 mmol, quantitativ) eines leicht 

gelblichen Öls;  Summenformel: C34H36NO2P; Molekular-

gewicht: 521.63 g/mol. 

 

 

 

1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.76-7.72 (m, 4H, H1, H8), 7.67-7.61 (m, 4H, H4, H5), 

7.40-7.34 (m, 4H, H2, H7), 7.28 (dq, 3JH,H = 7.5 Hz, 4JH,H = 1.1 Hz, 4H, H3, H6), 4.17 (dd, 

3JH,H = 7.1 Hz, 3JH,H = 7.1 Hz, 2H, 2x H9), 4.00 (dt, 2JH,H = 9.9 Hz, 3JH,H = 6.8 Hz, 2H, -CH2-a), 

3.80 (dt, 2JH,H = 9.9 Hz, 3JH,H = 7.4 Hz, 2H, -CH2-b), 3.69-3.61 (m, 2H, 2x iPr-CH), 1.15 (d, 

3JH,H = 6.8 Hz, 12H, iPr-CH3). 

13C-NMR (101 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 145.1, 144.8 (Cq-8a, Cq-9a), 141.5, 141.4 (Cq-4a, Cq-

4b), 127.5, 127.5 (C2, C7), 127.0, 126.9 (C3, C6), 125.6, 125.3 (C4, C5), 120.0, 119.9 (C1, 

C8), 66.0 (d, 2JC,P = 17.4 Hz, -CH2), 49.3 (d, 3JC,P = 7.4 Hz, C9), 43.2 (d, 2JC,P = 12.3 Hz, iPr-

CH), 24.6 (d, 3JC,P = 7.8 Hz, iPr-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3, entkoppelt):  [ppm] = 146.12. 

IR: [cm-1] = 3065, 3039, 3018, 2964, 2928, 2864, 1448, 1363, 1183, 1126, 1066, 1007, 972, 

883, 734, 517, 425. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 522.2556 [M+H]+, gef.: 522.2533 [M+H]+. 
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5.2.9 Darstellung von Guanosindiphosphat-Fucose-Derivaten 

5.2.9.1 Synthese von Uridindiphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-galactose 44 als Tetra-

butylammoniumsalz 

Die Synthese wurde gemäß AAV 11 durchgeführt. Es wurden 24.4 mg (45.1 µmol, 

1.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSal-2’,3’-di-O-acetyluridinmonophosphat 46, 48.4 mg (78.1 µmol, 

1.7 Äquiv.) 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-6-desoxy-β-L-galactopyranosylphosphat 31 als Tetra-

butylammoniumsalz und 2.5 mL abs. DMF verwendet. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ausbeute: 24.6 mg (33.0 µmmol, 73%) eines farblosen, kristallinen Feststoffes; 

Summenformel: C27H53N7O16P2; Molekulargewicht: 746.17; DC: Rf-Wert: (iso-Propanol/1N 

Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.47; Drehwert:  25

nm589α : -12° (c = 0.10, H2O). 

Anmerkung: Zur Vereinfachung wurde die Summenformel für 2 Triethylammonium- 

Gegenionen berechnet. Für die Berechnung des Molekulargewichts wurde beachtet, dass 

tatsächlich 1.4 vorliegen. Für die fehlenden 0.6 Gegenionen wurde Natrium angenommen. 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.00 (d, 3JH,H = 8.2 Hz, 1H, H6), 6.06-6.00 (m, 2H, H5, 

H1’), 5.01 (dd, 3JH,P = 8.3 Hz, 3JH,H = 8.3 Hz, 1H, H1‘‘), 4.46-4.39 (m, 2H, H2’, H3‘), 4.35-4.20 

(m, 3H, H4‘, H5’a,b), 3.95 (dd, 3JH,H = 3.4 Hz, 3JH,H = 0.7 Hz, 1H, H4‘‘), 3.88 (dd, 3JH,H = 

6.0 Hz, 3JH,H =7.3 Hz, 1H, H5‘‘), 3.74 (dd, 3JH,H = 10.1 Hz, 3JH,H = 3.5 Hz, 1H, H3‘‘), 3.71-3.61 

(m, 2H, H2‘‘, H6‘‘a), 3.53 (dd, 2JH,H = 12.9 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, 1H, H6‘‘b), 3.24 (q, 3JH,H = 

7.4 Hz, 8H, (HN(CH2CH3)3
+)), 1.31 (t, 3JH,H = 7.4 Hz, 13H, (HN(CH2CH3)3

+)). 

13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 141.6 (C6), 102.7 (C5), 98.5 (d, 2JC,P = 2.4 Hz, C1’’), 

88.2 (C1’), 83.4 (d, 3JC,P = 9.3 Hz, C4’), 73.8 (C5’’), 73.7 (C2’), 72.2 (C3’’), 71.1 (d, 3JC,P = 

8.3 Hz, C2’’) 69.7 (C3’), 68.6 (C4’’), 65.0 (d, 2JC,P = 5.5 Hz, C5’), 50.4 (C6’’), 46.7 

(HN(CH2CH3)3
+), 8.2 (HN(CH2CH3)3

+). 

31P-NMR (202 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -11.2 (d, 2JPP = 20.7 Hz, Pβ), -13.2 (d, 2JPP = 

20.7 Hz, Pα). 

IR: �̃� [cm-1] = 3193, 2100, 1676, 1229, 1052, 937, 815, 767, 501. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 590.0542 [M-H]-, gef.: 590.0487 [M-H]-. 
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5.2.9.2 Synthese von Guanosindiphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-galactose 5 als 

Natriumsalz 

Die Synthese wurde gemäß AAV 11 durchgeführt. Es wurden 59.7 mg (105 µmol, 

1.3 Äquiv.) 2,3,4-Tri-O-acetyl-6-azido-6-desoxy-β-L-galactopyranosylphosphat 31 als Tetra-

butylammoniumsalz, 50.7 mg (81.5 µmol, 1.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSal-N2-acetyl-2’,3’-di-O-

acetylguanosinmonophosphat 40 und 2.5 mL abs. DMF verwendet. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Ausbeute: 17.1 mg (26.2 µmol, 32%) eines farblosen, kristallinen Feststoffes; 

Summenformel:  C16H23N8NaO15P2; Molekulargewicht: 652.34 g/mol; DC: Rf-Wert: (iso-

Propanol/1N Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.52, Drehwert:  25

nm589α : -6° (c = 0.10, H2O). 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.15 (s, 1H, H8), 5.97 (d, 3JH,H = 6.4 Hz, 1H, H1’), 4.99 

(dd, 3JH,P = 8.0 Hz, 3JH,H = 8.0 Hz, 1H, H1‘’), 4.86 (dd, 3JH,H = 6.2 Hz, 3JH,H = 5.4 Hz, 1H, H2’), 

4.57 (dd, 3JH,H = 5.1 Hz, 3JH,H = 3.1 Hz, 1H, H3’), 4.41-4.36 (m, 1H, H4‘), 4.25 (dd, 3JH,H = 

5.3 Hz, 3JH,H = 3.6 Hz, 2H, H5‘a,b), 3.92 (dd, 3JH,H = 3.2 Hz, 3JH,H = 0.7 Hz, 1H, H4‘‘), 3.81 

(dd, 3JH,H = 6.6 Hz, 3JH,H = 6.6 Hz, 1H, H5‘‘), 3.71 (dd, 3JH,H = 10.1 Hz, 3JH,H = 3.4 Hz, 1H, 

H3‘‘), 3.67-3.59 (m, 2H, H2‘‘, H6‘‘a), 3.50 (dd, 2JH,H = 12.8 Hz, 3JH,H = 5.7 Hz, 1H, H6‘‘b). 

13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 137.6 (C8) 98.5 (d, 2JC,P = 5.9 Hz, C1’’), 86.7 (C1’), 

83.9 (d, 3JC,P = 9.2 Hz, C4’), 73.6 (C5’’), 73.4 (C2’), 72.1 (C3’’), 71.1 (d, 3JC,P = 8.3 Hz, C2’’), 

70.5 (C3’), 68.5 (C4’’), 65.3 (d, 2JC,P = 5.5 Hz, C5’), 50.2 (C6’’). 

31P-NMR (202 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -11.2 (d, 2JPP = 19.6 Hz, Pβ), -12.9 bis -13.5 

(m, Pα). 

IR: �̃� [cm-1] = 3137, 2116, 1241, 1059, 951, 824, 778, 508. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 629.0764 [M-H]-, gef.: 629.0756 [M-H]-. 
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5.2.9.3 Synthese von Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-β-L-galactose 39 als 

Natriumsalz 

Es wurden 12.2 mg (18.7 µmol, 1.0 Äquiv.) Guanosindiphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-

galactose 5 als Natriumsalz in 1.7 mL H2O gelöst und mit 5.2 µL (38µmol, 2.0 Äquiv.) Et3N 

sowie einer Spatelspitze Pd/C (10% ig) versetzt. Bei leichtem Wasserstoffüberdruck wurde 

der Reaktionsansatz bei Rt reduziert. Nach 24 h war kein Edukt mehr detektierbar Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit iso-Propanol/1 N Ammonium-

acetatlösung 2:1 v/v. Die Palladiumreste wurden mit einer sehr kurzen RP-Säule filtriert. Das 

farblose Filtrat wurde gefriertrocknet. Das Produkt wurde ohne weitere Reinigung eingesetzt. 

 

 

 

 

 

 

 

Ausbeute: 10.5 mg (16.8 µmol, 90%) eines kristallinen Feststoffes; Summenformel: 

C16H25N6NaO15P2; Molekulargewicht: 626.34 g/mol; DC: Rf-Wert: (iso-Propanol/1N 

Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.31. 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.07 (s, 1H, H8), 5.89 (d, 3JH,H = 6.2 Hz, 1H, H1’), 4.92 

(dd, 3JH,P = 7.7 Hz, 3JH,H = 7.7 Hz, 1H, H1‘‘), 4.71-4.69 (m, 1H, H2’), 4.50 (dd, 3JH,H = 5.1 Hz, 

3JH,H = 3.5 Hz, 1H, H3’), 4.33-4.28 (m, 1H, H4‘), 4.17 (dd, 3JH,H = 5.4 Hz, 3JH,H = 3.6 Hz, 2H, 

H5’a,b), 3.92 (dd, 3JH,H = 9.9 Hz, 3JH,H = 3.2 Hz, 1H, H5‘‘), 3.87 (dd, 3JH,H = 3.4 Hz, 3JH,H = 

0.8 Hz, 1H, H4‘‘), 3.66 (dd, 3JH,H = 10.0 Hz, 3JH,H = 3.2 Hz, 1H, H3‘‘), 3.59 (dd, 3JH,H = 9.8 Hz, 

3JH,H = 7.5 Hz, 1H, H2‘‘), 3.28 (dd, 2JH,H = 13.3 Hz, 3JH,H = 9.5 Hz, 1H, H6‘‘a), 3.20 (dd, 2JH,H = 

13.4 Hz, 3JH,H = 3.0 Hz, 1H, H6‘‘b). 

13C-NMR (100 MHz, D2O): δ [ppm] = 98.4 (d, 2JC,P = 6.7 Hz, C1’’), 86.8 (C1’), 83.9 (d, 3JC,P = 

9.1 Hz, C4’), 73.7 (C2’), 72.0 (C3’’), 71.5 (C5’’), 70.7 (d, 3JC,P = 8.6 Hz, C2’’), 70.5 (C3’), 

68.9 (C4’’), 65.3 (d, 2JC,P = 6.2 Hz, C5’), 40.1 (C6’’). 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -11.5 (d, 2JP,P = 21.0 Hz, Pβ), -13.2 (d, 2JP,P 

= 21.0 Hz, Pα). 

IR: �̃� [cm-1] = 3139, 1693, 1563, 1247, 1066, 951, 776, 501. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 603.0859 [M-H]-, gef.: 603.0884 [M-H]-. 
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5.2.10 Darstellung von fluoreszenzmarkierten Guanosindiphosphat-

Fucose-Derivaten 

5.2.10.1 Synthese von FITC-markierter Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-β-L-

galactose 41 als Natriumsalz 

Zu einer Lösung aus 6.0 mg (8.0 µmol, 1.0 Äquiv.) Guanosindiphosphat-6-amino-6-desoxy-

β-L-galactose 39 als Natriumsalz in 1.0 mL 0.1 M NaHCO3/NaCO3 Puffer (pH 9.3) wurden 

unter Lichtausschluss 5.0 mg (13 µmol, 1.6 Äquiv.) Fluoresceinisothiocyanat 29 gelöst in 

0.2 mL DMSO dazu gegeben. Der Reaktionsansatz wurde bei Rt gerührt. Die 

Reaktionskontrolle erfolgte dünnschichtchromatographisch mit iso-Propanol/1N Ammonium-

acetatlösung 2:1 v/v. Nach 2 h Reaktionszeit wurde das Lösungsmittel durch Gefriertrock-

nung entfernt und der erhaltene gelbe Rückstand wurde dreimal mittels Größenausschluss-

chromatographie an Sephadex® LH20 mit H2O als Eluent gereinigt.  

 

Ausbeute: 5.8 mg (5.7 µmol, 71%) einer gelben Watte; Summenformel: 

C37H36N7NaO20P2S; Molekulargewicht: 1015.71 g/mol; DC: Rf-Wert: (iso-Propanol/1N 

Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.31. 

 

31P-NMR (162 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -10.94 bis -11.74 (m, Pβ), -12.83 bis -13.59 

(m, Pα). 

LC-HRMS (ESI-): m/z (%): ber.: 992.1217 [M-H]-, gef.: 992.1196 [M-H]-. 

5.2.10.2 Synthese von FAM-Triazol markierter Guanosindiphosphat-6-azido-6-desoxy-

β-L-galactose 42 als Natriumsalz 

Die Reaktion wurde gemäß AAV 12 durchgeführt. Es wurden 7.1 mg (8.0 µmol, 1.0 Äquiv.) 

Guanosinphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-galactose 5 als Triethylammoniumsalz und 4.9 mg 

(12 µmol, 1.4 Äquiv.) 5-Fam-Alkin 45 verwendet. 
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Ausbeute: 7.1 mg (6.7 µmmol, 75%) eines orangefarbenen, kristallinen Feststoffes; 

Summenformel: C40H38N9NaO21P2; Molekulargewicht: 1065.71; DC: Rf-Wert: (iso-Pro-

panol/1N Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.45. 

 

31P-NMR (243 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -10.70 bis -11.90 (m, Pβ), -12.86 bis -13.76 

(m, Pα). 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 1042.1663 [M-H]-, gef.: 1042.1434 [M-H]-. 

5.2.10.3 Synthese von FAM-Triazol markierter Uridindiphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-

galactose 43 als Natriumsalz 

Die Synthese wurde gemäß AAV 12 durchgeführt. Es wurden 5.3 mg (7.1 µmol, 1.0 Äquiv.) 

Uridindiphosphat-6-azido-6-desoxy-β-L-galactose 44 als Triethylammoniumsalz und 4.1 mg 

(9.9 µmol, 1.4 Äquiv.) 5-Fam-Alkin 45 eingesetzt. 

 

 

Ausbeute: 4.2 mg (3.8 µmmol, 58%) eines orangefarbenen, kristallinen Feststoffes; 

Summenformel: C39H37N6NaO22P2; Molekulargewicht: 1026.68; DC: Rf-Wert: (iso-Pro-

panol/1N Ammoniumacetatlösung 2:1 v/v) 0.44. 

 

1H-NMR (600 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.30 (s, 1H, Har), 8.22 (s, 1H, Har), 8.17 (d, 3JH,H = 

7.8 Hz, 1H, Har), 7.81 (d, 3JH,H = 8.2 Hz, 1H, H6), 7.47 (d, 3JH,H = 7.8 Hz, 1H, Har), 7.31-7.24 

(m, 2H, Har), 6.85-6.71 (m, 4H, Har), 5.79 (d, 3JH,H = 8.3 Hz, 1H, H5), 5.75-5.72 (m, 1H, H1’), 

4.96-4.91 (m, 1H, H1’’). 
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13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 141.2 (C6), 131.6 (Car), 130.3 (Car), 128.4 (Car), 127.5 

(Car), 125.4 (Car), 103.2 (Car), 102.3 (C5), 98.1 (C1’’), 87.9 (C1’). 

31P-NMR (243 MHz, D2O, entkoppelt): δ [ppm] = -10.89 bis –11.86 (m, Pβ), -13.22 bis -13.83 

(m, Pα). 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 1003.1442 [M-H]-, gef.: 1003.1460 [M-H]-. 

 

Anmerkung: Die angegebenen 13C-Signale wurden anhand des HSQC ermittelt. 

5.2.11 Darstellung lipophiler CMP-Neu5Ac-Derivate 

5.2.11.1 Synthese von C2AB-CMP-Neu5AcAc 58 

Die Synthese erfolgte gemäß AAV 13. Es wurden 70.0 mg (0.142 mmol, 1.0 Äquiv.) 

AcNeu5AcCOOMe 22 gelöst in 0.70 mL abs. CH3CN sowie 123 mg (0.185 mmol, 1.3 Äquiv.) 

C2AB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 60 gelöst in 1.0 mL abs. CH3CN verwendet. Des 

Weiteren wurden 740 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.3 Äquiv.) eingesetzt. Für 

die Oxidation wurden 33.0 µL tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan, 1.3 Äquiv.) 

verwendet. Nach Größenausschlusschromatographie an Sephadex® LH20 konnte kein 

sauberes Produkt erhalten werden. 

 

 

Summenformel: C44H55N4O25P; Molekulargewicht: 1070.89 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.75 

(EE/Et3N 9:1 v/v). 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 1071.2971 [M+H]+, gef.: 1071.2972 [M+H]+. 

5.2.11.2 Synthese von pMPhAB-CMP-Neu5AcAc 59 

Die Darstellung erfolgte nach AAV 13. Es wurden 20.1 mg (40.9 µmol, 1.0 Äquiv.) 

AcNeu5AcCOOMe 22 gelöst in 0.70 mL abs. CH3CN sowie 37.7 mg (49.8 µmol, 1.2 Äquiv.) 

pMPhAB-(5‘-O-cytidinAc)phosphoramidit 61 gelöst in 1.0 mL abs. CH3CN verwendet. Des 

Weiteren wurden 200 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.2 Äquiv.) eingesetzt. Für 
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die Oxidation wurden 9.0 µL tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan, 1.2 Äquiv.) 

verwendet. 

 

Ausbeute: 14.1 mg (12.1 µmol, 30%) eines farblosen Feststoffes; Summenformel: 

C50H59N4O26P; Molekulargewicht: 1162.99 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.44 (EE/Et3N 9:1 v/v) 

Diastereomerenverhältnis:1:0.4. 

 

1H-NMR (600 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.17-8.11 (m, 2.8H, H6ar), 7.69-7.66 (m, 1H, H6), 7.59-

7.56 (m, 0.4H, H6), 7.50-7.46 (m, 2.8H, H2ar), 7.43-7.38 (m, 1H, H5), 7.24-7.18 (m, 3.2H, 

H3ar, H5), 7.01-6.95 (m, 2.8H, H7ar), 5.81-5.77, 5.75-5.73, 5.68-5.59 (je m, H1‘, H2‘, H3‘, 

H7‘‘), 5.30-5.41 (m, 5.6H, H4“, H8‘‘, CH2-Bn), 4.50-4.95 (m, 0.4H, H9‘‘), 4.64 (dd, 2JH,H = 

11.9 Hz, 3JH,H = 2.5 Hz, 1H, H5’), 4.55-4.51 (m, 1H, H9‘‘), 4.47-4.43 (m, 0.4H, H5‘‘), 4.40-

4.26 (m, 5.6H, H4‘‘,H6‘‘,H5‘‘, H9‘‘), 4.20 (dd, 2JH,H = 11.9 Hz, 3JH,H = 8.5 Hz, 1H, H5’), 4.09-

4.01 (m, 0.4H, H5‘), 3.90, 3.83, 3.81 (je s, OCH3), 3.04-3.01 (m, 0.4H, H3eq‘‘), 2.68 (dd, 2JH,H 

= 13.4 Hz, 3JH,H = 4.9 Hz, 1H, H3eq‘‘), 2.24-2.20 (m, 4.8H, Acetyl-CH3, CH3ax), 2.19-2.17, 

2.11-2.10, 2.08-2.06, 2.03-2.02 (je m, je 4.4H, Acetyl-CH3), 1.99-1.97 (m, 5.6H, Acetyl-CH3, 

CH3ax), 1.94-1.92, 1.88-1.85 (je m, je 4.4H, Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 170.8, 170.5 (Cq-Acetyl), 142.7 (C6) 132.5 (C6ar), 

129.7 (C2ar), 122.3 (C3ar), 114.1 (C7ar), 97.1 (C5), 83.3, 80.9, 73.6, 73.4, 72.1, 69.3 (C1‘, 

C2‘, C3‘, C4‘, C4‘‘,C5‘‘,C6‘‘,C7‘‘, C8‘‘), 68.8 (CH2-Bn), 65.7 (C9‘‘), 62.9 (C5‘), 55.7, 53.7 

(OCH3), 47.5 (C5‘‘), 37.6 (C3‘‘), 29.8, 24.9, 23.4, 21.3, 20.1, 21.0, 20.7. 20.6 (Acetyl-CH3). 

31P-NMR (243 MHz, CDCl3) δ/ppm: -7.50, -7.65. 

IR: �̃� [cm-1] = 3665, 2988, 2971, 2901, 1732, 1668, 1605, 1487, 1371, 1218, 1165, 1066, 

1028, 941. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 1184.3047 [M+Na]+, gef.: 1184.3050 [M+Na]+. 
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5.2.11.3 Synthese von AcCMP-Neu5AcCOOMe 27 

Die Reaktion erfolgte gemäß AAV 14. Es wurden 76.4 mg (0.155 mmol, 1.5 Äquiv.) 

OAcNeuN5AcCOOMe 22 und 2.7 mg (0.11 mmol, 1.1 Äquiv.) Natriumhydrid gelöst in 0.5 mL abs. 

DMF und 2.5 mL abs. CH2Cl2 eingesetzt. Zu dieser Lösung wurden bei -50 °C 60.1 mg 

(0.103 mmol, 1.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSal-N4-acetyl-2',3'-di-O-acetycytidinmonophosphat 75 

gelöst in 2.5 mL abs. CH2Cl2 getropft. Die Reaktionszeit betrug 4 h. 

 

 

Ausbeute: 38.2 mg (40.4 µmol, 39%) einer farblosen Watte; Summenformel: 

C35H46N4NaO23P; Molekulargewicht: 944.72 g/mol; DC: Rf-Wert: 0.14 (CH2Cl2/CH3OH 9:1 

v/v). 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.37 (d, 3JH,H = 7.7 Hz, 1H, H6), 7.38 (d, 3JH,H = 7.7 Hz, 

1H, H5), 6.19 (d, 3JH,H = 4.6 Hz, 1H, H1‘), 5.50-5.43 (m, 2H, H2’, H3’), 5.41-5.40 (m, 1H, 

H7’’), 5.22-5.15 (m, 2H, H4’’, H8’’), 4.55-4.51 (m, 1H, H4’), 4.47 (dd, 2JH,H = 12.7 Hz, 3JH,H = 

2.9 Hz, 1H, H9a’’), 4.40 (dd, 3JH,H = 10.7 Hz, 3JH,H = 1.8 Hz, 1H, H6’’), 4.33 (dd, 2JH,H = 

12.6 Hz, 3JH,H = 5.9 Hz, 1H, H9b’’), 4.29-4.22 (m, 1H, H5‘a), 4.20-4.13 (m, 1H, H5‘b), 3.90 

(dd, 3JH,H = 10.5 Hz, 3JH,H = 10.5 Hz, 1H, H5’’), 3.79 (s, 3H, OCH3), 2.61 (dd, 2JH,H = 13.6 Hz, 

3JH,H = 5.1 Hz, 1H, H3eq’’), 2.20 (s, 3H, Acetyl-CH3), 2.13-2.09 (m, 9H, 3x Acetyl-CH3), 

2.09-2.07 (m, 1H, H3ax’’), 2.04, 2.03, 1.96, 1.86 (4x s, je 3H, 4x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 174.2, 174.1, 173.8, 173.0, 172.8, 172.7, 172.5 (7x Cq-

Acetyl), 163.0 (C1‘‘), 145.5 (C6), 98.6 (C5), 88.2 (C1‘), 81.7 (C4‘), 74.3 (C2‘/C3‘), 71.3 

(C6‘‘), 71.0 (C4‘‘/C8‘‘), 70.4 (C2‘/C3‘), 69.1(C4‘‘/C8‘‘), 68.3 (C7‘‘), 64.2 (C5‘), 62.4 (C9‘‘), 

53.5 (OCH3), 49.0 (C5‘‘), 36.7 (C3‘‘), 24.1 (N-Acetyl-CH3) 23.3, 21.1, 20.9, 20.9, 20.9 (5x O-

Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, D2O) δ/ppm: -5.66. 

IR: �̃� [cm-1] = 2988, 2901, 1737, 1661, 1492, 1372, 1228, 1076, 1066, 1045, 943, 893. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 923.2441 [M+H]+, gef.: 923.2489 [M+H]+. 
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5.2.11.4 Synthese von AcCMP-Neu5AcCOOAM 74 

Die Reaktion erfolgte gemäß AAV 14. Es wurden 85.3 mg (0.155 mmol, 1.5 Äquiv.) 

OAcNeu5NAcCOOAM 76 und 2.7 mg (0.11 mmol, 1.1 Äquiv.) Natriumhydrid gelöst in 0.5 mL abs. 

DMF und 2.5 mL abs. CH2Cl2 eingesetzt. Zu dieser Lösung wurden bei -50 °C 60.1 mg 

(0.103 mmol, 1.0 Äquiv.) 5-Nitro-cycloSal-N4-acetyl-2',3'-di-O-acetycytidinmonophosphat 75 

gelöst in 2.5 mL abs. CH2Cl2 getropft. Die Reaktionszeit betrug 3.5 h. 

 

 

Ausbeute: 20.0 mg (19.9 µmol, 20%) einer farblosen Watte; Summenformel: 

C35H46N4NaO23P; Molekulargewicht: 944.72 g/mol0.15 (CH2Cl2/CH3OH 9:1 v/v). 

 

1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] = 8.43 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 1H, H6), 7.45 (d, 3JH,H = 7.6 Hz, 

1H, H5), 6.27 (d, 3JH,H = 4.6 Hz, 1H, H1’), 5.90-5.85 (m, 2H, -O-CH2-O), 5.56-5.50 (m, 2H, 

H2’, H3’), 5.46 (dd, 3JH,H = 5.1 Hz, 3JH,H = 2.0 Hz, 1H, H7’’), 5.29-5.21 (m, 2H,H4’’, H8’’), 

4.62-4.58 (m, 1H, H4’), 4.55-4.46 (m, 2H, H6‘‘, H9a’’), 4.40 (dd, 3JH,H = 12.6 Hz, 3JH,H = 

6.0 Hz, 1H, H9b’’), 4.34-4.28 (m, 1H, H5a’), 4.27-4.20 (m, 1H, H5b’), 3.97 (dd, 3JH,H = 

10.5 Hz, 3JH,H = 10.5 Hz, 1H, H5’’), 2.67 (dd, 2JH,H = 13.6 Hz, 3JH,H = 5.1 Hz, 1H, H3eq’’), 

2.26, 2.19, 2.18, 2.17, 2.16 (5x s, 5x 3H, Acetyl-CH3), 2.15-2.11 (m, 1H, H3ax’’), 2.10, 2.10, 

2.02, 1.93 (4x s, je 3H, 4x Acetyl-CH3). 

13C-NMR (151 MHz, D2O): δ [ppm] = 173.9, 173.4, 172.2 (Cq-Acetyl), 145.5 (C6), 98.4 (C5), 

88.0 (C1‘), 81.7 (C4‘), 80.3 (-O-CH2-O), 74.2 (C2‘/C3‘), 71.4 (C6‘‘), 71.0 (C4‘‘/C8‘‘), 70.5 

(C2‘/C3‘), 69.4(C4‘‘/C8‘‘), 68.2 (C7‘‘), 64.1 (C5‘), 62.2 (C9‘‘), 49.0 (C5‘‘), 36.6 (C3‘‘), 24.1 

(N-Acetyl-CH3) 21.8, 20.3, 20.2, 20.0, 19.9 (5x O-Acetyl-CH3). 

31P-NMR (162 MHz, D2O) δ/ppm: -5.47. 

IR: �̃� [cm-1] = 3270, 2937, 1737, 1652, 1491, 1370, 1216, 1036, 941, 810, 788, 597, 511, 

403. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 981.2496 [M+H]+, gef.: 981.2506 [M+H]+. 

 

Anmerkung: Die angegebenen 13C-Signale wurden anhand des HSQC und HMBC ermittelt. 
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5.2.12 Darstellung lipophiler ADPR-Derivate 

5.2.12.1 Synthese von Synthese von C5AB-ADPα-RAc α-94 als Diisopropyl-/Tri-

ethylammoniumsalz 

Die Reaktion erfolgte gemäß AAV 15. Es wurden 36.5 mg (49.9 µmol, 1.0 Äquiv.) C5AB-(5’-

O-adenosinAc)phosphoramidit 95 gelöst in 0.5 mL CH3CN und 26.6 mg (54.5 µmol, 

1.1 Äquiv.) 1,2,3-Tri-O-acetyl-α-D-ribosyl-5-monophosphat α-96 gelöst in 0.5 mL CH3CN 

eingesetzt. Des Weiteren wurden 200 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) 

und 9.0 µL tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan, 1.0 Äquiv.) eingesetzt. Die Reaktions-

zeit für den ersten Schritt betrug 5 Minuten und für den zweiten Schritt 10 Minuten.  

 

 

Ausbeute: 23.0 mg (21.6 µmol, 43%) einer farblosen Watte; Summenformel: 

C45H64N6O22P2; Molekulargewicht: 1066.5 g/mol; Diastereomerenverhältnis:1:1. 

 

Anmerkung: Zur Vereinfachung wurde die Summenformel für 1 Diisopropylammonium 

Gegenionen berechnet. Für die Berechnung des Molekulargewichts wurde beachtet, dass 

tatsächlich 0.64 DIPA+/Et3NH+ vorlagen. DIPA und Triethylammonium haben das gleiche 

Molekulargewicht. Für die fehlenden 0.36 Gegenionen wurden Protonen angenommen. 

 

1H-NMR (600 MHz, CD3OD-d4): δ [ppm] = 8.63-8.61 (m, 2H, 2x H8), 8.60-8.57 (m, 2H, H2), 

7.40-7.38 (m, 4H, H2ar), 7.01-6.99 (m, 4H, H3ar), 6.36-6.35 (m, 2H, H1‘‘), 6.35-6.33 (m, 2H, 

2x H1‘), 5.92-5.88 (m, 2H, 2x H2’), 5.70-5.66 (m, 2H, 2x H3‘), 5.42-5.38 (m, 2H, H3‘‘), 5.28-

5.25 (m, 2H, H2‘‘), 5.18-5.12 (m, 4H, 2x CH2-Bn), 4.52-4.41 (m, 6H, 2x H4’, 4x H5‘ab), 4.39-

4.36 (m, 2H, H4‘‘), 4.19-4.11 (m, 4H, 4x H5‘‘ab), 3.49-3.43 (m, 0.7 H, CH-DIPA) 3.20 (q, 

3JH,H = 7.3 Hz, 1.7 H, HN(CH2CH3)3
+), 2.58-2.54 (m, 4H, 2x -CH2-a), 2.38 (s, 6H, 2x N-

Acetyl-CH3), 2.14, 2.14, 2.07, 2.07, 2.05, 2.04, 2.03, 2.03, 2.00, 1.99 (10s, 5x 6H, 10x O-
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Acetyl-CH3), 1.73-1.67 (m, 4H, 2x -CH2-b), 1.48-1.41 (m, 4H, 2x -CH2-c), 1.32-1.28 (m, 8 H, 

CH3-DIPA, HN(CH2CH3)3
+), 1.00-0.96 (m, 6H, 2x -CH3-d). 

13C-NMR (151 MHz, CD3OD-d4): δ [ppm] = 171.3 (Cq-Acetyl), 153.4 (C8), 143.2 (C2), 130.3, 

130.2 (C2ar), 122.9, 122.8 (C3ar), 95.7 (C1‘‘), 87.5 (C1’), 84.0 (C4‘‘), 82.2 (C4’), 74.7 (C2’), 

71.9 (C3’), 71.8 (C2’‘), 71.3 (C3’‘), 70.1 (CH2-Bn), 67.8 (C5’), 66.4 (C5’‘), 34.7 (-CH2-a), 28.0 

(-CH2-b), 24.8 (N-Acetyl-CH3), 23.2 (-CH2-c), 20.9, 20.6, 20.5, 20.2, 20,2 (O-Acetyl-CH3), 

19.3 (CH3-DIPA bzw. HN(CH2CH3)3
+), 14.1 (-CH3-d), 9.2 (CH3-DIPA, bzw. HN(CH2CH3)3

+). 

31P-NMR (162 MHz, CD3OD-d4, entkoppelt): δ [ppm] = 11.7 bis -11.9 (m, Pβ), -12.6 bis -13.1 

(m, Pα). 

IR: [cm-1] = 2960, 2937, 1745, 1609, 1588, 1510, 1458, 1371, 1217, 1101, 1008, 820, 501. 

MS(ESI-): m/z (%): ber.: 1000.2272 [M-H]-, gef.: 1000.2227 [M-H]-. 

5.2.12.2 Synthese von Synthese von C5AB-ADPβ-RAc β-94 als Natriumsalz 

Die Reaktion erfolgte gemäß AAV 15. Es wurden 51.9 mg (71.0 µmol, 1.0 Äquiv.) C5AB-(5’-

O-adenosinAc)phosphoramidit 95 gelöst in 0.7 mL CH3CN und 45.7 mg (90.0 µmol, 

1.3 Äquiv.) 1,2,3-Tri-O-acetyl-β-D-ribosyl-5-monophosphat β-96 gelöst in 0.5 mL CH3CN 

eingesetzt. Des Weiteren wurden 324 µL DCI-Aktivatorlösung (0.25 M in CH3CN, 1.0 Äquiv.) 

und 14.7 µL tert-Butylhydroperoxid (5.5 M in n-Decan, 1.1 Äquiv.) eingesetzt. Die 

Reaktionszeit für den ersten Schritt betrug 10 Minuten und für den zweiten Schritt 5 Minuten. 

Nach der automatisierten Säulenchromatographie erfolgte ein Austausch der Gegenionen 

gegen Natriumionen über eine Ionentauschauersäule (Dowex 50WX8 (Na+)). 

 

 

Ausbeute: 40.5 mg (39.6 µmol, 56%) einer farblosen Watte; Summenformel: 

C39H48N5NaO22P2; Molekulargewicht: 1023.8 g/mol; Diastereomerenverhältnis: 1:1. 
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1H-NMR (400 MHz, CD3OD-d4): δ [ppm] = 8.63-8.62 (m, 2H, 2x H8), 8.59-8.56 (m, 2H, 2x 

H2), 7.42-7.35 (m, 4H, 4x H2aryl), 7.04-7.00 (m, 4H, H3aryl), 6.35-6.32 (m, 2H, 2x H1’), 6.08-

6.04 (m, 2H, 2x H1’’), 5.95-5.89 (m, 2H, 2x H2’), 5.73-5.68 (m, 2H, 2x H3’), 5.44-5.39 (m, 

2H, 2x H3’’), 5.35-5.30 (m, 2H, 2x H2’’), 5.17-5.09 (m, 4H, 2x CH2-benzyl), 4.52-4.37 (m, 

6H, 2x H4’, 2x H5’a,b), 4.37-4.31 (m, 2H, 2x H4’’), 4.21-4.12 (m, 2H, 2x H5’’a), 4.11-4.02 

(m, 2H, 2x H5’’b), 2.59-2.53 (m, 4H, 2x -CH2-a), 2.38 (s, 6H, 2x N-Acetyl CH3), 2.14, 2.14, 

2.10, 2.09, 2.07, 2.06, 2.04, 2.03, 2.01, 2.01 (10x s, 10x 3H, 10x O-Acetyl-CH3), 1.74-1.65 

(m, 4H, 2x -CH2-b), 1.50-1.39 (m, 4H, 2x -CH2-c), 0.99-0.95 (m, 6H, 2x -CH3-d). 

13C-NMR (151 MHz, CD3OD-d4): 153.0 (C8), 143.6 (C2), 129.9 (Caryl), 122.5, 99.1 (C1’’), 

87.3 (C1’), 82.2 (C4’), 81.5 (C4’’), 75.3 (C2’’), 74.4 (C2’), 71.7, (C3’’), 71.5 (C3’), 71.1 (CH2-

Bn), 67.8 (C5’), 66.7 (C5’’), 34.5 (-CH2-a), 27.7 (-CH2-b), 24.4 (N-Acetyl-CH3), 22.9 (-CH2-

c), 20.8, 20.2, 20.1, 19.9 (O-Acetyl-CH3), 13.7 (-CH3-d). 

31P-NMR (162 MHz, CD3OD-d4 entkoppelt): δ [ppm] = -11.6 bis -11.9 (m, Pβ), -12.6 bis -12.9 

(m, Pα). 

IR: [cm-1] = 2958, 2937, 1747, 1610, 1588, 1510, 1460, 1371, 1216, 1028, 965, 822, 501. 

MS(ESI+): m/z (%): ber.: 1002.2417 [M+H]+, gef.: 1002.2428 [M+H]+. 

 

5.3 Hydrolysestudien 

5.3.1 Chemische Hydrolysestudien in Phosphatpuffer bei pH 7.3 

50 mM Phosphatpuffer (PBS) 

547 mg (3.85 mol) Dinatriumhydrogenphosphat und 155 mg (0.890 mol) Kaliumdihydrogen-

phosphat wurden mit Reinstwasser auf ein Volumen von 100 mL aufgefüllt. Der pH-Wert 

wurde mit NaOH bzw. Phosphorsäure auf pH 7.3 eingestellt. 

 

Analyse mittels 31P-NMR-Spektroskopie 

Es wurden 5.0 µmol der lipophielen Verbindung in 0.6 mL DMSO-d6 gelöst. Die Hydrolyse 

wurde durch Zugabe von 0.1 mL PBS gestartet. Die Hydrolyse wurde 31P-NMR-

spektroskopisch auf einem Bruker AV 400 mit 256 Scans oder AV 600 mit 128 Scans 

verfolgt. Der Startpunkt (t0) wurde vor der Zugabe von PBS gemessen. 

 

Analyse mittels HPLC 

Für die Analyse wurden 55 µL einer 10 mM Stammlösung, gelöst in DMSO, mit 145 µL 

Reinstwasser und 200 µL DMSO versetzt. Die Hydrolyse wurde durch Zugabe von 300µL 

PBS gestartet und mittels HPLC (Methode A) analysiert. 
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5.3.2 Enzymatische Hydrolysestudien mit PLE bei pH 7.3 

Für die Hydrolysestudien wurde eine 6 mM Stammlösung der lipophilen Verbindung 

hergestellt. Im Fall der ADPR-Derivate wurde DMSO und bei den CMP-Meu5Ac-Derivaten 

Reinstwasser als Lösungsmittel zu Herstellung verwendet. Für jeden Messpunkt wurde eine 

eigene Hydrolyselösung angesetzt. 20 µL der Stammlösung wurden mit 20 µL PBS versetzt 

und die Hydrolyse durch Zugabe von 2 µL einer PLE-Lösung (1 mg/mL in PBS, 27 units/mg) 

gestartet. Die Proben wurden bei 37 °C im Thermomixer für die entsprechende Zeit inkubiert. 

Durch Zugabe von 50 µL CH3OH wurde die Hydrolyse gestoppt. Es folgte eine fünfminütige 

Behandlung auf Eis und die Filtration der Hydrolyselösung durch Verwendung eines A0-

Filters (Macherey und Nagel). Die Proben wurden sofort in flüssigem Stickstoff eingefroren, 

wenn diese nicht sofort analysiert wurden. Die Analyse erfolgte durch Injektion von 5 µL in 

ein HPLS-MS-System. Für die CMP-Neu5Ac-Derivate wurde die HPLC-Methode B und für 

das ADPR-Derivat die HPLC-Methode C verwendet. 
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Anhang 

Gefahrstoffverzeichnis 

Das folgende Verzeichnis umfasst Verbindungen, Reagenzien und Lösungsmittel, die im 

Rahmen dieser Promotion verwendet wurden. Diese Gefahrstoffe sind nach GHS (CLP 

Verordnung 1272/2008/EG) eingestuft und die entsprechenden Gefahrensymbole sowie die 

H- und P-Sätze angegeben. Die Stoffe, für die keine bekannte Einstufung existiert, sind als 

gefährlich einzustufen. Eine Kontamination mit diesen Substanzen oder das Einbringen in 

die Umwelt sind unbedingt zu vermeiden. 

 

Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Aceton Gefahr 
 

EU066-225-319-

336 

210-240-

305+351+338-

403+233 

Acetonitril Gefahr 
 

225-302-312-319-

332 

210-240-302+352-

305+351+338-

403+233 

Acetylchlorid Gefahr 

 

 

225-302-314-

EU014 

210-280-

305+351+338-310 

N-Acetylneuramin-

säure 

Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Adenosin 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

CLP Verordnung 1272/2008/EG 

Amberlite IR-120 

Plus 
- - - 260 

Ammoniumacetat 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Brommethylacetat Gefahr 
 

226-300+310+330 

210-280-

302+352+310-

304+340+310-

370+378 

N-Bromsuccinimid Gefahr 

 

 

302-314 
280-305+351+338-

310 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Butansäureanhydrid Gefahr 

 

 

314-EU014 
280-305+351+338-

310 

tert-

Butyldimethylsilyl-

chlorid 

Gefahr 
 

228-314 
210-280-

305+351+338-310 

tert-

Butylhydroperoxid 

(5.5 M in n-Decan) 

Gefahr 

 

 

226-242-302-304-

311+331-314-317-

341-411 

201-210-234-261-

280-305+351+338 

Chloroform-d Gefahr 
 

302-315-319-331-

336-351-361d-372 

260-280-

301+312+330-

304+340+312-

305+351+338-

403+233 

Cytosin 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

DBU Gefahr 

 

 

290-301-314-412 
273-280-301+310-

305+351+338-310 

Dichlormethan Achtung 

 

 

315-319-335-336-

351-371 

260-280-

305+351+338 

4,5-

Dicyanoimidazol 

(0.25 M in CH3CN) 

Gefahr 

 

 

225-302-312-315-

318-332-335 

210-261-280-

305+351+338 

Diethylether Gefahr 

 

 

224-302-336-

EU019-EU066 
210-240-403+235 

N,N-Diisopropyl-

ethylamin 
Gefahr 

 

225-302-331-314-

335 

210-260-280-310-

303+361+353-

305+351+338-

403+235 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

2,2-

Dimethoxypropan 
Gefahr 

 

 

225-319 210-305+351-338 

4,4‘-Dimethoxy-

tritylchlorid 
Achtung 

 

 

315-319-335 
261-280-304+340-

305+351+338 

N,N-Dimethyl-

aminopyridin 
Gefahr 

 

 

301-310-315-319-

335 

280-301+310+330-

302+352+310-

304+340+312-

305+351+338-

337+313 

N,N-

Dimethylformamid 
Gefahr 

 

 

360D-226-332-

312-319 

201-302+352-

305+351+338-

308+313 

Dimethylsulfoxid 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

CLP Verordnung 1272/2008/EG 

Dimethylsulfoxid-d6
 

Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

CLP Verordnung 1272/2008/EG 

Dioxan  

 

EU019-EU066-

225-319-335-351 

201-202-210-240-

241-242-243-261-

264-280-

303+361+353-

304+340-

305+351+338-

308+313-312-

337+313 

Dowex 50W-X8 Achtung 

 

 

319 305+351+338 

Essigsäure Gefahr 
 

226-314 

210-260-280-

303+361+353-

305+351+P338-

370+378 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Essigsäureanhydrid Gefahr 

 

226-302-314-332 

280-301+312-

301+330+331-

303+361+353-

304+340-

305+351+338-

309+310 

Ethanol Gefahr 
 

225-319 

210-240-

305+351+338-

403+233 

Ethylacetat  
 

225-319-336-

EUH066 

210-233-240-

305+351+338-

403+235 

9-Fluorenyl-

methanol 

Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Fluorescein-

isothiocyanat 
Gefahr 

 

 

317-334 261-280-342+311 

Guanosin Gefahr 

 

 

301 301+310 

4-Hydroxybenzyl-

alkohol 
Achtung 

 

 

319 305+351+338 

Isopropanol  
 

225-319-336 

210-233-240-241-

242-243-264-280-

303+361+353-

305+351+338-

337+313 

Kieselgel  - - 260 

Kupfersulfat Gefahr 

 

 

302-315-318-410 

280-273-302+352-

305+351+338-

309+311 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Methanol Gefahr 

 

 

225-331-311-301-

370 

210-233-280-

302+352-309+310 

Methansulfonsäure  
 

290-302-312-314-

335 

301+312+330-

303+361+353-

304+340+310-

305+351+338 

Natriumascorbat 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Natriumazid Gefahr 

 

300-310-373-410 

 

273-280-

301+310+330-

302+352+310-391-

501 

Natriumborhydrid Gefahr 

 

260-301-311-330-

314 

 

231+232-301+310-

303+361+353-320-

330 

Natriumcarbonat Achtung 

 

 

319 260-305+351+338 

Natriumchlorid 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Natriumhydrid Gefahr 

 

 

260 
223-231+232-280-

335+334-370+378 

Natriumhydrogen-

carbonat 

Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Natriumhydroxid Gefahr 
 

290-314 

280-301+330+331-

305+351+338-

308+310 

Natriumsulfat 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Oxone® Gefahr 
 

314 

260-280-

303+361+353-

304+340+310-

305+351+338 

Palladiumhydroxid Achtung 

 

 

315-319-335 261-271-280 

Palladium/Kohle Achtung 

 

 

228 210-240-241-280 

Pentansäure-

anhydrid 
Gefahr 

 
314 

280-301+330+331-

305+351+338-

309+310 

Petrolether 50-70 Gefahr 

 

 

225-304-315-336-

361f-373-411 

201-210-301+310-

331-370+378-501 

Phosphortrichlorid Gefahr 

 

EU014-EU029-

300-314-330-373 

260-264-280-284-

301+310-

301+330+331-

303+361+353-

304+340-

305+351+338-314-

320 

Propionsäure-

anhydrid 
Gefahr 

 
314 

301+330+331-

305+351+338-

309+310-280 

Pyridin Gefahr 
 

225-302-312-315-

319-332 

 

210-280-

305+351+338 

Ribose 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Salzsäure (37%) Gefahr 
 

290-314-335 

260-280-

303+361+353-

304+340+310-

305+351+338 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Schwefelsäure 

(konz.) 
Gefahr 

 
290-314 

260-280-

303+361+353-

304+340+310-

305+351+338 

Silbercarbonat Gefahr 
 

318 

 

260-280-

305+351+338-313 

TBA-HSO4 Achtung 

 

 

302-315-319-335 261-305+351+338 

Tetrahydrofuran Gefahr 

 

225-302-319-335-

351 

210-280-

301+312+330-

305+351+338-

370+378-403+235 

Thiophenol Gefahr 

 

226-330+310+330-

315-318-335-361-

371-373-410 

 

210-260-280-

301+310+330-

302+352-304+340-

305+351+338-310-

403+233 

Titantetrabromid Gefahr 
 

314 

 

280-305+351+338-

310 

Toluol Gefahr 

 

225-304-315-336-

361d-373 

 

210-260-280-

301+310-370+378-

403+235 

p-Toluolsulfonsäure Achtung 
 

315-319-335 

 

302+352-

305+351+338 

p-Toluolsulfon-

säurechlorid 
Gefahr 

 
314 

260-301+330+331-

303+361+353-

305+351+338 
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Substanz 
Signal-

wort 

Gefahren-

piktogramme 

Gefahrenhinweise 

H-Sätze 

Sicherheitshinweise 

P-Sätze 

Triethylamin Gefahr 

 

225-302-312-314-

332 

210-280-

303+361+353-

304+340-

305+351+338-310-

403+233 

Triethylamin-

Trihydrofluorid 
Gefahr 

 
300-310-330-314 

260-280-

303+361+353-

304+340+310-

305+351+338 

5-Nitrosalicyl-

aldehyd 
Achtung 

 

 

302-315-319 305+351+338 

Subtilisin 

(Propylenglycol-

Lösung 

Gefahr 

 

315-318-334-335-

410 

 

261-273-280-

305+351+338-

342+311 

Uridin 
Kein gefährliches Produkt im Sinne der 

Verordnung (EG) Nr. 1272/2008 

Wasserstoff Gefahr 

 

 

220-280 210-377-381-403 
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Verbindungsübersicht 
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