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1 Zusammenfassung 

Die cGAS-STING-Kaskade ist ein wichtiger Signalweg des angeborenen Immunsystems von 
Metazoa. Dieser dient der Erkennung des Gefahrensignals cytosolisch vorliegender DNA, 
welche aus eindringenden Pathogenen (Fremd-DNA) als auch beschädigten Zellkernen oder 
Mitochondrien (Eigen-DNA) stammen kann. Der second messenger 2‘,3‘-cGAMP nimmt dabei 
eine zentrale Rolle bei der Signalweitergabe nach Erkennung intrazellulärer DNA durch cGAS 
zum STING-Rezeptor ein. In Folge der Aktivierung von STING wird eine Signalkaskade 
ausgelöst, die in der Expression immunstimulierender Proteine wie Interferonen und 
Zytokinen resultiert. Als Konsequenz dieser Entdeckungen herrscht ein reges, 
pharmazeutisches Interesse an der Erforschung von Modulatoren für die cGAS-STING-
Kaskade. So verspricht die Anwendung von STING Agonisten die Aktivierung des 
Immunsystems gegen Krebszellen, aber auch neue Möglichkeiten bei der Bekämpfung viraler 
und bakterieller Infektionen. Die pharmakokinetischen Eigenschaften des zyklischen 
Dinukleotids 2‘,3‘-cGAMP sind nicht für die Anwendung als Arzneimittel geeignet. Ein 
wesentlicher Grund hierfür ist die unter physiologischen Bedingungen zweifach negativ 
geladene Struktur und die daraus resultierende schlechte Permeation von Zellmembranen. 
Darüber hinaus ist insbesondere für die Krebsimmuntherapie ein möglichst zelltypspezifisches 
Targeting von Interesse um unerwünschte Nebenwirkungen zu minimieren. 

Im ersten Teil der vorliegenden Dissertation wurden daher Prodrug-Derivate von 
2‘,3‘-cGAMP-Analoga entworfen und synthetisiert. Diese besitzen das gängige Prodrug-Motiv 
S-Acyl-2-thioethyl (SATE), welches dahingehend weiterentwickelt wurde, dass es ein 
terminales Alkin aufweist. Dies erlaubt an einem späten Zeitpunkt der Synthese durch 
Click-Chemie Modifikationen einzuführen, die für Untersuchungen zu zelltypspezifischem 
Targeting geeignet sind. Neben der Synthese wurden in Kollaboration mit Dilara Özdemir die 
biologische Aktivität sowie in Kollaboration mit David Drexler (Hopfner Gruppe) 
Untersuchungen zum Targeting durchgeführt. 

 

Die Anwendung des Prodrug-Konzepts ist bei therapeutisch relevanten Nukleosid-Analoga 
eine häufig verwendete Herangehensweise zur Verbesserung pharmakokinetischer 
Eigenschaften. Dies liegt neben Verbesserungen der Zellpermeabilität vor allem darin 
begründet, dass modifizierte Nukleosid-Analoga nur langsam durch die entsprechenden 
Kinasen in das biologisch aktive Triphosphat umgesetzt werden. Besonders limitierend ist 
dabei der erste Phosphorylierungsschritt. Eine Maskierung des entsprechenden 
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Nukleosidmonophosphats durch biologisch oder chemisch spaltbare Gruppen hat sich als 
gängige Strategie etabliert. 

Die Problematik der unzureichenden Phosphorylierung wird auch bei dem im Jahr 2019 von 
der Gruppe um Prof. Dr. Carell publizierten carbozyklischen 5-Aza-2‘-deoxycytidin (cAzadC) 
vermutet. Das Cytidin-Analogon cAzadC stellt eine signifikant stabilere Variante des Decitabins 
dar, welches trotz seiner Hydrolyseempfindlichkeit als hypomethylierend wirkendes 
Medikament bei der Behandlung von akuter myeloischer Leukämie (AML) zum Einsatz kommt. 
Aufgrund der verbesserten Stabilität bei gleichzeitigem Fortbestand der hypomethylierenden 
Wirkung, stellt cAzadC einen vielversprechenden Kandidaten für ein epigenetisch aktives 
Arzneimittel dar. Es wurde jedoch beobachtet, dass eine höhere Dosierung von cAzadC 
gegenüber Decitabin für vergleichbare Effekte notwendig ist.  

Im zweiten Teil dieser Arbeit wurden verschiedene Prodrug-Konzepte verfolgt um möglichst 
die Bioverfügbarkeit und pharmakokinetischen Eigenschaften von cAzadC zu verbessern. 
Neben der Etablierung des synthetischen Zugangs wurde in Kollaboration mit Tina Aumer die 
biologische Evaluierung der Prodrugs in Krebszelllinien des Blutes, der Lunge und der Leber 
durchgeführt. 

 

Neben der Synthese von Prodrug-modifizierten Nukleotidanaloga war die Synthese und 
funktionale Evaluierung eines fluoreszenten 2‘,3‘-cGAMP-Analogons Teil dieser Dissertation. 
In Kapitel 5.1.6 wird der bei ChemBioChem publizierte Artikel gezeigt. 
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2 Summary 

The cGAS-STING pathway is an important signaling pathway of the innate immune system in 
metazoa. Its function is to recognize the presence of DNA in the cytosol as danger signal. 
Importantly, the DNA recognized as a danger signal is independent from its source, wether it 
is originating from pathogens or damaged nuclei and mitochondria from the host. The second 
messenger 2‘,3‘-cGAMP is a key player to transfer the signal from the DNA-recognizing 
enzyme cGAS to the STING receptor. Following the activation of STING a signaling cascade is 
triggered that leads to the expression of immunostimulatory proteins such as interferons and 
other cytokines. As a result of those discoveries the use of STING agonists in medicine is 
gaining interest. More precisely, agonists of STING hold great promises for cancer 
immunotherapy. These compounds may also establish a new strategy for the treatment of 
viral and bacterial infections. However, the cyclic dinucleotide 2‘,3‘-cGAMP has unfavorable 
pharmacokinetic properties due to its low ability to cross cell membranes as a consequence 
of its two-fold negatively charged structure under physiological conditions. Moreover, for 
cancer immunotherapy, the ability to have a cell type-specific targeting mechanism would be 
beneficial to reduce undesired toxic side-effects. 

In the first part of this thesis 2‘,3‘-cGAMP analogs bearing prodrug motives were designed and 
synthesized. The prodrug motive explored, is a modified S-Acyl-2-thioethyl (SATE) unit with a 
terminal alkyne, which allows late-stage functionalization by click chemistry. After establishing 
the synthetic access, the biological activity of the designed analogs was tested in collaboration 
with Dilara Özdemir. In collaboration with David Drexler (Hopfner group) the cell targeting was 
investigated. 

 

The use of the prodrug concept is a common strategy to improve pharmacokinetic properties 
of nucleoside analogs. Besides improving the cell membrane permeability of therapeutically 
active compounds, a main reason to use prodrugs of the nucleoside monophosphate instead 
of its parent nucleoside is the slow intracellular conversion of modified nucleosides by kinases. 
The first phosphorylation step is known to be the limiting step in the conversion of nucleosides 
to its bioactive triphosphate form. 

In 2019, the group of Prof. Dr. Carell published a carbocyclic 5-aza-2‘-deoxycytidin (cAzadC), 
which is a significantly more stable cytidine analogue compared to decitabine. Despite its 
hydrolytic instability, the hypomethylating agent decitabine is used in the clinic for the 
treatment of acute myeloid leukemia (AML). Since cAzadC shows a similar hypomethylating 
effect as decitabine but features an improved stability, cAzadC has great potential to be used 
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as alternative medication in the future. Compared to decitabine however, higher dosing is 
required. 

In the second part of this thesis various prodrugs were prepared in order to further improve 
the bioavailability and pharmacokinetic properties of cAzadC. Following the establishment of 
synthetic access, the cAzadC prodrugs were biologically evaluated in collaboration with Tina 
Aumer in cancer cell lines from blood, lung, and liver. 

 

 

Along with the synthesis of prodrug-modified nucleotide analogs, a fluorescent 2‘,3‘-cGAMP 
analog was synthesized and evaluated by two-photon imaging in the progress of this thesis. In 
chapter 5.1.6 the in ChemBioChem published article is shown. 
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3 Einleitung 
3.1 Immunmodulation in der Krebstherapie 
3.1.1 Immunsystem 
 
Mikroben sind allgegenwärtig und können für Menschen und Säugetiere von großem Nutzen 
sein. Ein beeindruckendes Beispiel beim Menschen ist der Verdauungstrakt, insbesondere der 
Dickdarm. Dort haben 100 Billionen Bakterien eine mutualistische symbiotische Beziehung 
zum Wirtsorganismus. Sie spielen unter anderem eine bedeutende Rolle bei der Verdauung 
von Nahrungsbestandteilen, bei der Entwicklung der Darmschleimhaut und auch lymphartiger 
Gewebe.[1-3] Im Kontrast zu den symbiotisch nützlichen Mikroorganismen enthält eine Vielzahl 
von Mikroben eine große Bandbreite an Toxinen und Allergenen, welche die Homöostase 
bedrohen und krankheitserregend sein können.[4] Um sich gegen die enorme Vielzahl an 
Pathogenen sowie deren vielfältigen Mechanismen zu schützen, ist für einen komplexen 
Organismus wie den Menschen ein mehrschichtiges Abwehrsystem notwendig: das 
Immunsystem. 
 
Das Immunsystem gliedert sich im Wesentlichen in zwei immunologische Verteidigungslinien, 
um eindringende Pathogene, wie beispielsweise Viren, Bakterien und Pilze abzuwehren. Es 
handelt sich dabei um das angeborene und das adaptive Immunsystem, welche sich 
ineinandergreifend ergänzen.[5-6] 
Zum Schutz vor Infektionen dienen in erster Linie anatomische sowie physiologische Barrieren, 
die zum angeborenen Immunsystem gezählt werden können. Diese umfassen die Haut, 
Schleimhäute, Körpertemperatur und niedrige pH-Werte auf der Haut und im Magen. Wenn 
Erreger diese ersten Barrieren überwinden konnten, initiiert zunächst das angeborene 
Immunsystem sofort oder innerhalb von Stunden nach dem Eindringen eine Immunantwort.[6] 
Dieser Prozess basiert auf Mustererkennungsrezeptoren (pattern recognition receptor, PRR), 
die es bestimmten Immunzellen wie zum Beispiel Makrophagen und dendritischen 
Zellen (DCs) ermöglichen Pathogen-assoziierte molekulare Muster (pathogen-associated 
molceular patterns, PAMPs) zu erkennen.[7] Ein typisches PAMP, welches durch PRRs erkannt 
wird, ist beispielsweise doppelsträngige Ribonukleinsäure (RNA), die während einer 
Virusinfektion vorliegt und somit als Motiv pathogenen Ursprungs identifiziert werden kann.[8] 
Die rasche Antwort des angeborenen Immunsystems durch Rekrutierung von Immunzellen 
und lokale Entzündungsreaktion wird durch die Produktion von Cytokinen und Chemokinen 
initiiert. Sie erfolgt ohne die Erzeugung von Antikörpern und ist besonders gegen neuartige 
Expositionen effizient.[6] 
Die adaptive Immunantwort hingegen ist abhängig von Antigenen und aufgrund der 
Etablierung eines immunologischen Gedächtnisses besonders gegen sekundäre Expositionen 
gerichtet.[9] Sie basiert überwiegend auf der Fähigkeit von Thymus-abgeleiteten (T) und 
Knochenmark-abgeleiteten (bone marrow, B) Lymphozyten, Pathogen-spezifische Antigene 
mit Zelloberflächenrezeptoren zu erkennen, sowie durch Zelldifferenzierung und 
Antikörperproduktion zu reagieren. B-Zellen erkennen dabei direkt Oberflächenproteine und 
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Zuckerstrukturen invasiver Mikroben, wohingegen T-Zellen auf die Interaktion mit teilweise 
abgebauten Antigenen auf den Oberflächen von Antigen-präsentierenden Zellen (APCs) 
angewiesen sind. Zu den wichtigsten APCs gehören Makrophagen und DCs, weshalb T-Zellen 
ein wichtiges Bindeglied von angeborenem und adaptiven Immunsystem darstellen.[10] 
Für beide Mechanismen der Immunantwort ist die Fähigkeit, pathogene Strukturen von 
körpereigenen Motiven und sogar den anfangs erwähnten, nützlichen Mikroorganismen zu 
unterscheiden, von essentieller Bedeutung. Das Versagen der Immunabwehr eigene Zellen zu 
tolerieren, wird mit einer Vielzahl an Autoimmunerkrankungen in Verbindung gebracht.[4] 
Über die letzten zwei Jahrzehnte wurde zunehmend ersichtlich, dass einige PRRs nicht nur für 
PAMPs, sondern auch für die Erkennung von endogenen Molekülen aus beschädigten Zellen, 
sogenannten Schaden-assoziierten molekularen Mustern (damage-associated molceular 
patterns, DAMPs) verantwortlich sind.[11-13] Zum Beispiel wurden zwei Vertreter der Familie 
der Toll-like Rezeptoren (TLRs) in Mäusen identifiziert (TLR2 und TLR4), die in Folge einer nicht-
infektiösen Verletzung der Lunge für die Auslösung einer Entzündungsreaktion durch 
Interaktion mit fragmentierter Hyaluronsäure des Bindegewebes essentiell sind.[14] 
Oftmals lassen sich PAMPs und DAMPs nicht klar voneinander abgrenzen. Die Anwesenheit 
von Desoxyribonukleinsäure (DNA) im Cytosol stellt beispielsweise unabhängig von der 
Herkunft für eine Säugetierzelle ein Gefahrensignal dar. Mögliche Ursachen für das Vorliegen 
cytosolischer, doppelsträngiger DNA (dsDNA) kann unter anderem eine Infektion mit einem 
Retro- oder DNA-Virus (Fremd-DNA) sowie Schäden am Zellkern oder an 
Mitochondrien (Eigen-DNA) sein.[15] Ein wichtiger Sensor des angeborenen Immunsystems für 
die Erkennung so gebildeter cytosolischer dsDNA ist die zyklische Guanosinmonophosphat-
Adenosinmonophosphat Synthase (cGAS).[16] Der biochemische Signalweg, welcher durch 
Interaktion von cGAS mit dsDNA initiiert wird, wird im nachfolgenden Kapitel beschrieben. 
 

3.1.2 cGAS-STING-Kaskade 
 
Um der Gefahr, welche durch cytosolische dsDNA signalisiert wird, entgegenzuwirken, muss 
dieses zunächst erkannt werden, wad durch das Enzym cGAS erfolgt. cGAS kann selektiv 
dsDNA im Cytosol binden und daraufhin Adenosintriphosphat (ATP) und 
Guanosintriphosphat (GTP) in der aktiven Stelle zu dem zyklischen Dinukleotid (CDN) 2‘,3‘-
zyklisches Guanosin Adenosin Monophosphat (2‘,3‘-cGAMP, 1) umsetzen.[17] Der second 
messenger 2‘,3‘-cGAMP wird daraufhin im Cytosol freigesetzt. Die Substanz diffundiert durch 
die Zelle und kann mit dem in der Membran des Endoplasmatischen Retikulums (ER) sitzenden 
Transmembranrezeptor stimulator of interferon genes (STING) wechselwirken. Der Rezeptor 
STING verändert durch die Bindung des CDNs die Konformation und transloziert vom ER zum 
Golgi-Apparat. STING wird dabei aktiviert und induziert durch eine Downstream-Signakaskade 
die Expression immunstimulierender Proteine wie beispielsweise Interferon-β (IFNβ). Dieser 
Signalweg des angeborenen Immunsystems wird cGAS-STING-Kaskade genannt (Abbildung 
1).[15, 18] 
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Abbildung 1: Signalkaskaden der cGAS-STING-Kaskade des angeborenen Immunsystems. 

Der dsDNA-Sensor cGAS ist ein 60 kDa großes Protein, welches dimerisiert, um zwei DNA 
Liganden zu binden, wobei jedes Monomer mit weniger als 20 Basenpaaren (bp) 
wechselwirkt.[19-20] Durch Kristallstrukturanalyse konnte gezeigt werden, dass sich cGAS 
Dimere zu Fibrillen anordnen.[21] Für die robuste Aktivierung von cGAS ist dsDNA mit einer 
Länge von mindestens 40 bp notwendig. Die Stärke der resultierenden Aktivierung ist dabei 
abhängig von der Länge der dsDNA, jedoch nicht von deren Sequenz.[20] 
Das Produkt der enzymatischen Umsetzung von cGAS ist ein nicht-kanonisches CDN mit 
außerordentlich hoher Bindungsaffinität zu STING (kDSTING = 3.79 nM).[22-23] Es unterscheidet 
sich von anderen bekannten CDNs wie den bakteriellen second messengern zyklisches 
Diadenosin Monophosphat (3‘,3‘-c-di-AMP, 2) oder zyklischem Diguanosin 
Monophosphat (3‘,3‘-c-di-GMP, 3) durch den asymmetrischen Aufbau (Abbildung 2). Im 
Gegensatz zu den bakteriellen CDN-Vertretern besitzt 2‘,3‘-cGAMP (1) neben einer 
kanonischen 3‘,5‘-Phosphordiesterverknüpfung eine nicht-kanonische 2‘,5‘-Verknüpfung 
zwischen der 2‘-OH Gruppe des Guanosin-Bausteins und der 5‘-OH Gruppe des Adenosin-
Bausteins.[23] 
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Abbildung 2: Strukturen sowie Bindungsdissoziationskonstanten des tierischen second messengers 
2‘,3‘-cGAMP (1) sowie der bakteriellen CDNs 3‘,3‘-c-di-AMP (2), 3‘,3‘-c-di-GMP (3) und 3‘,3‘-cGAMP (4). 

Das bereits erwähnte bakterielle 3‘,3‘-c-di-GMP (3, kDSTING = 1.21 μM) sowie das 2012 im 
Cholera-Erreger Vibrio Cholerae entdeckte 3‘,3‘-cGAMP (4, kDSTING = 1.04 μM) können beide 
jeweils STING binden und aktivieren.[23-27] Für 3‘,3‘-c-di-AMP (2) konnte zunächst keine 
Bindungsdissoziationskonstante ermittelt werden, allerdings wurde die Bindung an STING 
durch Kristallisation gezeigt. Kurz darauf wurde dann doch die Bindungsaffinität einer 
radioaktiv markierten Variante an die C-terminale Domäne (CTD) bestimmt (kDSTING-CTD = 2.58 
μM).[28-29] Die Bindungsaffinitäten der bakteriellen CDNs sind signifikant geringer als bei 
2‘,3‘-cGAMP (1). Als wichtigste Ursache hierfür wird eine strukturelle Präorganisation des 
Makrozyklus als Konsequenz der starreren Struktur angenommen, welche aus der 
Verringerung von möglichen Konformationszuständen durch die 
2‘,3‘-Phosphordiesterbindung resultiert.[30] 
Der CDN-Rezeptor STING ist ein evolutionär konserviertes, dimeres Transmembranprotein mit 
einer CTD, die in das Cytosol ragt.[31-32] In der apo-Form liegt der Rezeptor in einer weit 
geöffneten, V-förmigen Konformation vor (Abbildung 3A).[23] Im Zentrum der geöffneten 
Struktur ist die Bindetasche für Liganden lokalisiert (Abbildung 3B). In Folge der Bindung eines 
2‘,3‘-cGAMP-Moleküls (oder eines anderen CDN-Liganden) werden Änderungen der 
Konformation induziert, welche zu einer Schließung der Deckelstruktur bestehend aus vier 
antiparallelen β-Faltblättern führt. Zudem wird eine Rotation der Bindeeinheit um 180° 
ausgelöst, in deren Folge die STING-Dimere oligomerisieren (Abbildung 3C).[33] 



Einleitung 

 
5 

 

 
Abbildung 3: A) Cyro-EM 3D Rekonstruktion von STING schematisch in eine ER-Golgi Membran eingebettet. 
B) Schematische Repräsentation der Proteinstruktur mit hervorgehobener Bindetasche für Liganden. 
C) Schematische Übersicht der durch Bindung von 2‘,3‘-cGAMP induzierten Konformationsänderungen sowie 
Oligomerisierung von STING. Frei adaptiert nach Shang et al.[33]  

Die Oligomerisierung von STING wurde als eine essentielle Voraussetzung für die 
nachfolgende Signalkaskade identifiziert. Hierbei kommt es zur Ausbildung von 
Disulfidbrücken zwischen Cysteinresten der Verbindungshelix (Cys148), welche 
Transmembran- und Ligandenbindedomäne verknüpft. Diese Beobachtung lässt vermuten, 
dass es sich bei der Aktivierung von STING ab diesem Punkt um einen nahezu irreversiblen 
Prozess handelt.[34] Mutationsstudien konnten zeigen, dass die Oligomerisierung neben der 
Aktivierung auch für die Translokation der STING-Rezeptoren vom ER über das ER-Golgi 
Intermediate Compartment (ERGIC) zum Golgi-Apparat notwendig ist.[28, 33] STING Oligomere 
stellen eine geeignete Plattform für die Interaktion mit TANK-Binding Kinase 1 (TBK1) zur 
Verfügung. Diese phosphoryliert die STING Rezeptoren jeweils an Serin366, woraufhin eine 
Rekrutierung von Interferon Regulatory Factor 3 (IRF3) ermöglicht wird.[35] Auch der 
Transkriptionsfaktor IRF3 wird nun durch TBK1 phosphoryliert. Er kann in Folge dieser 
Modifikation dimerisieren und dann transloziert er in einer aktivierten Form in den 
Zellkern (Abbildung 4). Es gibt Hinweise darauf, dass die Aktivierung von IRF3 bereits im ERGIC 
erfolgt.[36] Für die maximale Signaltransduktion ist jedoch eine Cluster-Bildung von STING im 
Golgi von Bedeutung, die ferner durch die Palmitoylierung eines Cysteinrests in der 
Transmembrandomäne 3 von STING begünstigt wird.[37-38] 
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Abbildung 4: Rekrutierung von IRF3 und die Translokation in den Nukleus als Dimer in Folge von STING 
Oligomerisierung und Wechselwirkung mit TBK1. Frei adaptiert nach Zhang et al.[39]  

Im Zellkern initiiert IRF3 die Produktion von Typ-1 Interferonen und als Konsequenz daraus die 
Expression Interferon-stimulierter Gene (ISG).[40-41] Neben IRF3 wird durch STING-
Signalisierung auch der nukleare Faktor κB (NF-κB) aktiviert, welcher die Transkription von 
entzündungsfördernden Cytokinen wie IL-6 und dem Tumour Necrosis Factor (TNF) reguliert. 
Bei diesem Signalweg sind die IκB Kinasen (IKKs) IKKα und IKKβ involviert. Der genaue 
Mechanismus der STING-abhängigen Aktivierung von NF-κB ist noch nicht aufgeklärt.[15, 34, 42] 
Für die Induktion der gesamten STING-abhängigen Signalkaskade ist der bereits beschriebene 
second messenger 2‘,3‘-cGAMP von zentraler Bedeutung. Obwohl cGAMP im Cytosol 
produziert wird, spielen auch Prozesse außerhalb der intrazellulären Signalweitergabe eine 
wichtige Rolle. Zum Beispiel konnte gezeigt werden, dass 2‘,3‘-cGAMP als Immunotransmitter 
durch Gap Junctions in benachbarte Zellen gelangen kann, um dort eine STING-abhängige 
Immunantwort auszulösen.[43] Außerdem wurde beobachtete, dass 2‘,3‘-cGAMP in virale 
Partikel verpackt in neuinfizierte Zellen gelangt, wo eine antivirale Immunreaktion erzeugt 
wird.[44] 
Für einige Viren ist bekannt, dass diese Gegenmaßnahmen entwickelt haben, um der 
immunologischen Überwachung ihres Wirts durch die cGAS-STING-Kaskade zu entgehen. 
Diese Mechanismen umfassen beispielsweise die Reduktion der 2‘,3‘-cGAMP-Produktion 
durch Inhibierung von cGAS wie es für Herpesviren gezeigt werden konnte.[45-47] Eine andere 
Möglichkeit besteht im Abbau des second messengers durch spezielle, virale Nukleasen wie 
diese für Pockenviren gefunden wurden. Die sogenannten Poxvirus Immune 
Nucleases (Poxine) spalten durch das Zusammenspiel einer katalytischen Triade aus Histidin, 
Tyrosin und Lysin selektiv die 3‘,5‘-Phosphordiesterbindung und setzen damit das CDN in ein 
lineares Dinukleotid 5 um (Abbildung 5). Wie sich bei Untersuchungen der Gruppe von Philip 
Kranzusch zeigte, erfolgt die Spaltung dabei spezifisch für 2‘,3‘-cGAMP und nicht bei 
3‘,3‘-CDNs.[48] Interessanterweise sind Poxine aktuell die bisher einzigen bekannten Enzyme, 
welche 2‘,3‘-cGAMP intrazellulär abbauen können. Im Menschen wird für den Abbau von 
2‘,3‘-cGAMP die Ectonukleotid Pyrophosphatase/Phosphodiesterase 1 (ENPP1) 
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verantwortlich gemacht. Das Enzym kann entweder extrazellulär als lösliches Protein im 
Serum oder als Transmembranprotein vorliegen, wobei sich die aktive Stelle auf der 
extrazellulären Seite der Membran befindet.[49] Im Gegensatz zum Spaltungsmechanismus der 
Poxine erfolgt für ENPP1 der erste Spaltungsschritt selektiv an der 
2‘,5‘-Phosphordiesterbindung (Abbildung 5) und erfolgt spezifisch und ausschließlich für 
2‘,3‘-cGAMP. Das entsprechende 3‘,3‘-Derivat kann nicht von ENPP1 umgesetzt werden.[50] 
Während 3‘,3‘-CDNs also von einer Vielzahl von bakteriellen und humanen Enzymen abgebaut 
werden können, wird 2‘,3‘-cGAMP lediglich von wenigen, sehr spezifischen Nukleasen bzw. 
Phosphordiesterasen hydrolysiert.[51-55] Dies hebt hervor, dass die 2‘,5‘-Verknüpfung neben 
der hohen Affinität des CDNs für STING auch für eine erhöhte metabolische Stabilität 
verantwortlich ist. 
 

 
Abbildung 5: Unterschiedlicher Abbau von 2‘,3‘-cGAMP (1) durch virale Poxine zu 5 und durch ENPP1 zu 6 im 
ersten Hydrolyseschritt. 

Da ENPP1 ausschließlich extrazelluläres 2‘,3‘-cGAMP spalten kann und bisher keine 
intrazelluläre Nuklease oder Phosphordiesterase, abseits von viralen Poxinen, für den Abbau 
des CDNs identifiziert wurde und ungeklärt ist wie 2‘,3‘-cGAMP effizient in den extrazellulären 
Raum gelangen kann, ist das Ende des metabolischen Lebenszyklus des second messengers 
bisher nicht gut verstanden.[34, 56] Es gibt jedoch erste Hinweise, dass CDNs wie das 3‘,3‘-c-di-
AMP durch multidrug resistance proteins (MRPs) exportiert werden können.[57] Ein 
entsprechender Exporter für 2‘,3‘-cGAMP konnte allerdings bislang nicht identifiziert werden. 
Wie an der beschriebenen Phosphodiesterase ENPP1 ersichtlich wird, ist davon auszugehen, 
dass die Präsenz von 2‘,3‘-cGAMP auch im extrazellulären Raum eine bedeutende Rolle spielt. 



Einleitung 

 
8 

Dies wird auch von den Erkenntnissen von Li et al. untermauert, welche mit SLC19A1 einen 
Importer für 2‘,3‘-cGAMP identifizieren konnten, welcher in vielen Gewebetypen exprimiert 
wird. Den Erwartungen entsprechend wurden in Zellkultur für Zellen mit hohen 
SLC19A1-Expressionsleveln nach der Stimulation mit extrazellulärem 2‘,3‘-cGAMP eine höhere 
Interferonproduktion gemessen als bei Zellen mit niedrigen Expressionsleveln von 
SLC19A1.[58-59] 
Ein weiteres Beispiel für die Bedeutung des Transmembrantransports von 2‘,3‘-cGAMP 
formulierte ebenfalls die Gruppe um Lingyin Li, da sie schlussfolgerten, dass Krebszellen aktiv 
das Zellinnere von 2‘,3‘-cGAMP leeren, um den second messenger dem Abbau durch ENPP1 
zuzuführen und so Entzündungsreaktionen zu verhindern.[60] Als Konsequenz daraus fällt eine 
resultierende Immunantwort zu schwach aus, wodurch entartete Tumorzellen ungehindert 
proliferieren können. Solche Ausweichmechanismen von Tumorzellen gegenüber dem 
Immunsystem (immune escape) sind schon seit geraumer Zeit als zentrales Problem bei 
Krebserkrankungen bekannt.[61] In den letzten drei Jahrzehnten wurden die Zusammenhänge 
von Immunsystem und Krebserkrankungen immer besser verstanden und verschiedene 
Therapieansätze im Bereich der Krebsimmuntherapie entwickelt.[62-68] Dieses Thema sowie 
neue Ansätze, welche die soeben diskutierte cGAS-STING-Kaskade involvieren, werden in den 
nachfolgenden Kapiteln näher betrachtet. 
 

3.1.3 Tumorimmunität in der Krebstherapie 
 
Krebszellen weisen einzigartige Charakteristiken auf, welche es dem Immunsystem 
ermöglichen können diese als schädliche Zellen zu identifizieren. Diese Erkennungsmerkmale 
werden als Neoantigene oder Tumor-assoziierte Antigene bezeichnet. Beispiele sind mutierte 
Proteinvarianten von β-Catenin oder Caspase 8 sowie überexprimierte Proteine wie MUC1.[69-

70] Einige APCs, wie beispielsweise unausgereifte DCs, können durch Phagozytose diese 
Antigene von abgestorbenen Krebszellen aufnehmen. Es erfolgt eine Aktivierung und Reifung 
der DCs, welche daraufhin die Antigene mithilfe des major histocompatibility complex (MHC) 
auf ihrer Zelloberfläche präsentieren. Die gereiften DCs gelangen durch Lymphgefäße zu 
Lymphknoten, wo diese mit T- und B-Zellen in Kontakt kommen und diese aktivieren. Diese 
Immunzellen beginnen sich daraufhin zu vervielfältigen und durch den Körper zu zirkulieren. 
Werden Zellen mit den präsentierten Antigenen gefunden, werden diese beispielsweise durch 
die Rekrutierung von Makrophagen eliminiert (Abbildung 6).[71] 
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Abbildung 6: Antigen-Aufnahme durch dendritische Zellen, T-Zell Aktivierung in Lymphknoten sowie deren 
Zirkulation und Erkennung der Tumorzellen und Rekrutierung von Makrophagen als Schlüsselschritte bei der 
Anti-Tumor Immunität. Frei adaptiert nach Egen et al.[72] 

Diesem unter normalen Bedingungen sehr effektiven Prozess des Immunsystems stehen 
jedoch Mechanismen gegenüber, welche es den Tumorzellen ermöglichen der 
immunologischen Überwachung zu entgehen. Dieser immune escape ist häufig ein essentieller 
Bestandteil für das Fortbestehen der Krebszellen im Körper, das fortschreitende 
Krebswachstum sowie die Bildung von Metastasen.[61] Um diesen immunsuppressiven 
Mechanismen entgegenzuwirken, wurden viele Strategien entwickelt, um das körpereigene 
Immunsystem durch Therapiemethoden zu aktivieren oder aber die inhibierenden Faktoren 
zu blockieren. Die ausgereiftesten Methoden der Krebsimmuntherapie basieren dabei auf 
Antikörpern, gentechnisch veränderten Zellen oder aber kleinen Molekülen, die gegen 
bestimmte PRRs gerichtet sind.[68, 73] 
Bei der medizinischen Verwendung von Antikörpern gibt es verschiedenste 
Herangehensweisen. Beispielsweise wurden monoklonale Antikörper (mAb) entwickelt, die 
an Krebs-spezifische Antigene binden und Prozesse des Immunsystems auslösen, welche zum 
Zelltod führen.[74-75] Andere Ansätze nutzen die hohe Spezifität eines Antikörpers, um 
zytotoxische Substanzen gezielt in Krebszellen einzuschleusen. Hierfür werden 
Chemotherapeutika kovalent über einen intrazellulär spaltbaren Linker an Antikörper 
konjugiert. Diese sogenannten Antibody-Drug-Conjugates (ADCs) bringen den Vorteil mit sich, 
dass Nebenwirkungen infolge von Schädigungen des gesunden Gewebes gegenüber der 
klassischen Chemotherapie deutlich reduziert werden.[76-79] Eine weitere Anwendung von 
Antikörpern in der Krebstherapie sind Checkpoint-Inhibitoren. Bei diesem Ansatz sind die 
Antikörper gegen Kontrollelemente (Checkpoints) des Immunsystems gerichtet, welche für 
die Inhibierung der Immunantwort von T-Zellen verantwortlich sind.[80] Unter normalen 
Bedingungen dienen diese Checkpoints als Schutzmechanismus, um eine unkontrollierte 
Immunabwehr gegen körpereigene, gesunde Strukturen zu verhindern.[81] Manche 
Krebszellarten können diese inhibierenden Mechanismen jedoch im Zuge der immune escape 
nutzen, um ungestört zu wuchern.[82] Das erste Zielprotein für die Entwicklung von 
Checkpoint-Inhibitoren war der Rezeptor CTLA-4, welcher für die Dämpfung der anfänglichen 
Aktivierung von T-Zellen durch DCs verantwortlich ist (Abbildung 7A).[83-85] Der monoklonale 
Antikörper Ipilimumab war im Jahr 2011 der erste zugelassene Checkpoint-Inhibitor und wird 
für die Therapie von Hautkrebs Patienten mit metastasierendem Krankheitsbild eingesetzt.[86-

88] Ipilimumab zeigte jedoch für zahlreiche andere Krebserkrankungen keine klinischen 
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Vorteile oder sogar nachteilige Effekte, die der fundamentalen Rolle von CTLA-4 als 
Immunregulator und der resultierenden Überreaktion des Immunsystems nach Inhibierung 
von CTLA-4 zugeordnet werden konnten.[87, 89] 
 

 
Abbildung 7: Wirkprinzip von Checkpoint-Inhibitoren. A) Anti-CTLA-4 Antikörper wie Ipilimumab. Für die 
Aktivierung von T-Zellen ist neben der Interaktion des T-Zellrezeptors (TCR) mit dem Antigen-präsentierenden 
MHC eine Stimulation von CD28 durch B7 co-stimulierende Moleküle notwendig. CTLA-4 interagiert kompetitiv 
mit B7 Rezeptoren und hemmt damit die T-Zellaktivität. Ipilimumab blockiert die Interaktion von CTLA-4 und B7, 
was in einer Aktivierung der T-Zelle resultiert. B) Interaktionen des PD-1 Rezeptors mit dem häufig von 
Tumorzellen exprimierten Ligand PD-L1 inhibieren die T-Zellaktivität. mABs, die PD-1 und/oder PD-L1 binden, 
erlauben somit eine Reaktivierung von T-Zellen. Frei adaptiert nach Farkona et al.[62] 

Mit dem Rezeptor PD-1 wurde ein Kontrollelement von Antigen-stimulierten T-Zellen 
identifiziert, welches bei Interaktion mit seinen Liganden PD-L1 oder PD-L2 die Proliferation 
von T-Zellen, die Freisetzung von Cytokinen und die Cytotoxität inhibiert.[90-92] In 
verschiedenen Tumormodellen wurde die Expression des Liganden PD-L1 nachgewiesen, 
womit T-Zellen trotz Interaktion mit einem Tumor-assoziierten Antigen in einem inaktiven 
Zustand verbleiben (Abbildung 7B).[93] Die Antikörper Pembrolizumab (anti-PD1), 
Nivolumab (anti-PD1) und Atezolizumab (anti-PD-L1) zählen zu den bekanntesten Vertretern 
der Inhibitoren für diesen Checkpoint und erzielen therapeutische Erfolge in einer Vielzahl von 
Krebsarten.[86, 94-95] Es wird in den letzten Jahren zunehmend ersichtlich, dass für eine 
vollständige Remission und Heilung von Krebs eine Kombinationstherapie von zwei 
Antikörpern besonders vielversprechende Ergebnisse ermöglichen kann. Dieses Feld der 
medizinischen Forschung entwickelt sich rasch weiter und wird aktuell in klinischen Studien 
weiter erforscht.[96-97] 
Die Verwendung gentechnisch veränderter Zellen gehört zu den neuesten, marktreifen 
Ansätzen der Krebsimmuntherapie und ist ein herausragendes Beispiel personalisierter 
Medizin. Bei dieser Methode werden T-Zellen vom Patienten entnommen, im Labor 
gentechnisch verändert und dem Patienten infundiert. Diese veränderten T-Zellen bilden nun 
chimäre Antigenrezeptoren (CAR) auf ihrer Oberfläche, welche gegen Krebszellen gerichtet 
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sind.[98-99] Die CAR-T-Zell-Therapie gehört mit der Erstzulassung von Axicabtagene Ciloleucel 
im Jahr 2017 zu den innovativsten Strategien, geht jedoch bisher mit hohen Kosten einher und 
steht aufgrund eines unausgewogenen Kosten-Nutzen Verhältnisses in der Kritik.[100-101] 
Meist deutlich kostengünstiger sind Ansätze basierend auf immunmodulierenden, kleinen 
Molekülen. Neben dem Kostenaspekt bringen kleine Moleküle Vorteile wie bessere 
Bioverfügbarkeit und häufig auch einen einfacheren Zugang zum Tumorgewebe mit sich. 
Darüber hinaus haben diese Verbindungen meist die Möglichkeit Zellmembranen zu 
überwinden, beziehungsweise lassen sich dahingehend relativ einfach modifizieren. Somit ist 
das Wirkspektrum nicht wie beispielsweise bei den zuvor beschriebenen Antikörpern auf 
Membranrezeptoren beschränkt.[102-103] Mit kleinen Molekülen lässt sich sowohl die Aktivität 
von T Zellen beeinflussen (zum Beispiel Idelalisib bei chronischer lymphatischer Leukämie) 
aber auch PRRs wie TLR7 ansteuern und deren Antitumor-Immunantwort artifiziell 
provozieren (zum Beispiel Imiquimod bei Basalzellenkrebs).[104-106] Aufgrund der zentralen 
Rolle des STING-Rezeptors in der Regulation von Immunantworten, wurden und werden 
vielseitige Anstrengungen unternommen kleine Molekül-Agonisten für STING und somit 
neuartige Arzneimittel für die Krebsimmuntherapie zu entwickeln. 
 

3.1.4 cGAS-STING-Kaskade in der Krebsimmuntherapie 
 
Seit der Entdeckung von STING und 2‘,3‘-cGAMP herrscht ein reges Interesse der industriell-
pharmazeutischen und akademischen Forschung neuartige, potenzielle Agonisten und 
Antagonisten für die cGAS-STING-Kaskade zu entwickeln. Einerseits steht die Überaktivierung 
dieses Signalwegs in Verbindung mit chronischen Entzündungen und 
Autoimmunerkrankungen wie beispielsweise STING-associated vasculopathy with onset in 
infancy (SAVI), dem Aicardi-Goutières Syndrom (AGS) und systemischem Lupus 
Erythematodes (SLE), wobei für SLE ein Zusammenhang zur cGAS-STING-Kaskade noch 
kontrovers diskutiert wird.[107-109] Andererseits ist bekannt, dass dieser Immunsignalweg und 
somit die Expression immunstimulierender Moleküle wie Typ-1 Interferon in verschiedensten 
Krebsarten runterreguliert ist, was die Tumorprogression begünstigt. Die Anwendung von 
STING Agonisten verspricht die Aktivierung des Immunsystems gegen Krebszellen, aber auch 
neue Möglichkeiten bei der Bekämpfung viraler und bakterieller Infektionen.[110-112] 
 
Noch vor der Entdeckung von 2‘,3‘-cGAMP wurde das Xanthenon-Derivat DMXAA (7) als einer 
der ersten STING-Agonsiten gefunden (Abbildung 8).[113-114] Obwohl präklinische Studien zur 
Evaluierung von DMXAA als Anti-Krebsmedikament vielversprechende Ergebnisse erzielten, 
musste die klinische Phase III aufgrund mangelnder Therapieerfolge abgebrochen werden.[115] 
Es zeigte sich bei späteren Nachforschungen, dass DMXAA ausschließlich an murines STING 
und nicht an humanes STING, trotz der hohen Ähnlichkeit der beiden Proteine, bindet.[116-117] 
Ein anderes Xanthenon-Derivat, α-Mangostin (8), konnte als Agonist für humanes STING 
bestätigt werden. Im Vergleich zum natürlichen Agonisten 2‘,3‘-cGAMP handelt es sich bei 
α-Mangostin jedoch um einen langsam wirkenden Agonisten mit geringerer Potenz.[118] Ein 
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paar Agonisten (9-11, Abbildung 8) mit bemerkenswerter Bindungsaffinität zu humanem 
STING wurden von Ramanjulu et al. entwickelt. Es ist hervorzuheben, dass manche Vertreter 
dieser Amidobenzimidazol (ABZI)-basierten Agonisten wie 10 (kDSTING = 1.6 nM) sogar die 
Bindungsaffinität von 2‘,3‘-cGAMP übertreffen.[119] 
 

 
Abbildung 8: Chemische Strukturen einer Auswahl von STING Agonisten der Kategorie small molecules. 

Für die Evaluierung von Agonisten ist neben der Bindungsaffinität vor allem die halbmaximale 
effektive Konzentration (EC50) von Interesse, da diese ein Maß für die Potenz der Verbindung 
bei extrazellulärer Applikation darstellt.[120] Die Fähigkeit eines Moleküls die unpolare 
Lipiddoppelschicht von Zellen zu überwinden, um den cytosolischen Rezeptor zu binden, ist 
dabei von wesentlicher Bedeutung. Der diABZI-Agonist 11 wurde aus der Verbindung 10 
entwickelt und mit 2‘,3‘-cGAMP verglichen. Die dosisabhängige STING-Aktivierung und 
anschließende Sekretion von IFNβ war für diABZI 11 (EC50 = 130 nM) mehr als 400-fach 
potenter als der natürliche STING-Agonist 2‘,3‘-cGAMP (EC50 = 53.9 μM). Die Ursache für einen 
solch signifikanten Unterschied im EC50-Wert liegt vor allem darin begründet, dass CDNs 
aufgrund der Posphordiesterbindungen unter physiologischen Bedingungen zweifach negativ 
geladen und somit sehr polar sind, was in einer geringen Zellmembranpermeabilität 
resultiert.[119] Die Verbesserung dieser pharmakologischen Eigenschaft hat schon früh beim 
Design und der Entwicklung von cGAMP-Analoga für therapeutische Anwendungen eine 
wesentliche Rolle gespielt. 
Nukleosidanaloga von 2‘,3‘-cGAMP haben den Vorteil, dass diese die strukturellen 
Eigenschaften des natürlichen Agonisten im Wesentlichen beibehalten. Im Gegensatz zu den 
zuvor genannten Agonisten, welche meist nur durch high-throughput screening Methoden 
identifiziert werden können, sind vielversprechende cGAMP-Analoga durch rationales Design 
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leichter zugänglich. Von verschiedenen Firmen und Forschungsgruppen wurden zahlreiche 
Ansätze verfolgt um CDN-basierte STING Agonisten zu entwickeln, welche eine höhere 
Stabilität unter physiologischen Bedingungen und eine verbesserte Zellpermeabilität im 
Vergleich zu 2‘,3‘-cGAMP aufweisen. Ein zentraler Aspekt war dabei bisher meist das Ersetzen 
der Phosphordiester-Einheiten durch biologisch robustere sowie weniger polare Motive. Einer 
der Vorreiter war hier das Unternehmen Aduro Biotech, welches in Kollaboration mit Novartis 
Phosphorthioat-Analoga wie 2‘,3‘-cGSASMP (12) und ADU-S100 (13) 
entwickelte (Abbildung 9).[121-122] Die Substitution der Phosphate durch Phosphorothioate 
resultiert in ähnlichen Bindungsaffinitäten zu STING und einer im Vergleich zu 2‘,3‘-cGAMP 
10-fach gesteigerten Interferonantwort in THP-1 Monozyten.[123] Die eingeführten 
Schwefelatome führen zu einer erhöhten Resistenz dieser CDN-Analoga gegenüber ENPP1 
sowie zu verbesserter Zellmembranpermeabilität.[50] Nach vielversprechenden präklinischen 
Studien am Mausmodell wurde der Agonist ADU-S100 auch in klinischen Studien bei 
wiederholten, intratumoralen Injektionen in feste Tumore oder maligne Lymphome 
getestet.[122, 124-125] Des Weiteren wurde ADU-S100 in einer Kombinationstherapie mit dem 
anti-PD-1 mAb Spartalizumab beispielsweise bei triple-negativem Mammakarzinom, einer 
besonders aggressiven Variante von Brustkrebs, untersucht.[126] Zwar wurde die Therapie als 
sicher befunden, jedoch konnten die klinische Studien nur geringfügige Antitumor-Aktivität 
aufzeigen und wurden im Jahr 2020 schließlich eingestellt (NCT03172936).[127-128] 
 

 
Abbildung 9: Chemische Strukturen einer Auswahl neutraler sowie Phosphorthioat-basierter cGAMP Analoga. 



Einleitung 

 
14 

Trotz erster Rückschläge bei der Anwendung von CDN-Agonisten werden neuartige CDN-
basierte Agonisten weiterhin untersucht und erreichen gelegentlich die klinischen Phase I 
Studien. Ein aktuelles Beispiel hierfür ist E7766 (14), welches ebenfalls durch intratumorale 
Injektion zum Einsatz kommen soll.[127] Aufgrund seiner Makrozyklen-verbrückten Struktur ist 
das CDN starr in der bioaktiven Konformation eines CDN-Agonisten präorganisiert, was zu 
entropischen Vorteilen und einer pangenotypischen Aktivität führt.[129] Auch für das von Dialer 
et al. beschriebene 2‘AL,3‘TL-cGAMP (15) war aufgrund der Substitution der 
Phosphordiesterbrücken durch eine Amid- beziehungsweise Triazol-Verknüpfung eine 
starrere Struktur zu erwarten, die zugleich deutlich lipophiler und somit zellgängiger sein 
sollte.[130] Detaillierte NMR-Studien konnten jedoch aufzeigen, dass in der bevorzugten 
Konformation die Heterozyklen vermutlich nicht parallel zueinander ausgerichtet sind, was im 
Konflikt mit der Konformation steht, die 2‘,3‘-cGAMP für die Bindung an STING einnehmen 
muss. 
Neben den soeben beschriebenen Hürden bei der Entwicklung von CDN-Agonisten für die 
Krebsimmuntherapie, stellt auch die Applikation in Form von intratumoraler Injektion eine 
nennenswerte Limitation dar. Das Design und die Entwicklung neuartiger CDN-Analoga, 
welche diese Problematik zu überwinden versuchen, sind wesentlicher Bestandteil dieser 
Arbeit und werden an späterer Stelle diskutiert (siehe Kapitel 5.1). Die bereits in klinischen 
Verfahren befindlichen Ansätze der Krebsimmuntherapie wurden im Kapitel 3.1.3 aufgezeigt, 
stellen jedoch bisher nicht den klinischen Standard zur Behandlung von Krebs dar. Stattdessen 
finden aktuell noch überwiegend Chemotherapie, Bestrahlung und radikale Operation 
Anwendung.[131] Die verschiedenen Krankheiten, die unter dem Begriff Blutkrebs 
zusammengefasst werden, stellen dabei eine besondere Herausforderung dar. Ein Beispiel ist 
die akute myeloische Leukämie (AML), die seit den 1970ern fast ausschließlich durch intensive 
Chemotherapie behandelt wird.[132] Auf die Krankheit AML und bisherige Therapieansätze 
sowie aktuelle Entwicklungen wird im nachfolgenden Kapitel näher eingegangen. 
 

3.2 Akute myeloische Leukämie 
 
Leukämie ist eine bösartige Erkrankung des blutbildenden Systems, was sich in der 
abnormalen Entwicklung und Proliferation von Leukozyten während der Hämatopoese 
äußert.[133] Der Prozess der Blutbildung findet im Knochenmark statt, wo hämatopoetische 
Stammzellen zunächst entweder zu myeloischen oder lymphoiden Vorläuferzellen (Blasten) 
heranreifen und anschließend in Erythrozyten, Leukozyten oder Thrombozyten 
differenzieren.[134] Im Fall von AML teilen sich die Blasten ungebremst, entwickeln sich jedoch 
nicht zu funktionstüchtigen Blutkörperchen weiter und behindern die Bildung gesunder 
Blutzellen.[135] Eine zentrale Kenngröße für die Diagnose von AML stellt der Anteil von Blasten 
im Knochenmark und peripheren Blut dar, der für AML-Patienten bei über 20% der Zellen 
liegt.[136] AML ist mit einem Anteil von etwa 80% die am meisten verbreitete Art akuter 
Leukämie bei Erwachsenen und äußert sich durch unspezifische Symptome wie Fieber, 
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Müdigkeit, Gewichtsverlust und Appetitlosigkeit. Unbehandelt verläuft die Krankheit meist 
innerhalb von Wochen oder wenigen Monaten tödlich.[137-138] 
 

3.2.1 Zytostatika zur Behandlung von AML 
 
Das Standardverfahren zur Behandlung von AML ist eine intensive Chemotherapie, die sich in 
die zwei Phasen der Induktions- und Konsolidierungstherapie unterteilt. Während der 
Induktionstherapie wird versucht mit verschiedenen Zytostatika das Wachstum der 
Leukämiezellen zu hemmen und durch Reduktion der Blasten im Knochenmark auf ein Level 
von unter 5% möglichst eine komplette Remission (complete remission, CR) zu erreichen. 
Üblicherweise werden hierfür die Topoisomerase II Inhibitoren Daunorubicin (16) oder 
Idarubicin (17) über drei Tage in Kombination mit einer siebentägigen Infusion des 
Cytidin-Isomers Cytarabin (18) eingesetzt (Abbildung 10).[132, 139] 
 

 
Abbildung 10: Chemische Strukturen der in der Phase der Induktionstherapie zur Behandlung von AML zum 
Einsatz kommenden Zytostatika. 

Abhängig vom Alter des Patienten führt diese Chemotherapie für unter Sechzigjährige bei 
65%-73% zu einer CR, wohingegen bei Patienten älter als 60 Jahre die Erfolgschancen nur 
zwischen 38% und 62% liegen.[140-142] Wenn eine CR erreicht wurde, beginnt üblicherweise die 
Phase der Konsolidierungstherapie, da ohne weitere Behandlung alle AML Patienten innerhalb 
weniger Wochen oder Monate einen Rückfall erleiden.[143] Die Konsolidierungstherapie 
besteht im Wesentlichen aus sich wiederholenden, hochdosierten Cytarabin-Infusionen, die 
umgehend nach Erholung des Patienten von der besonders strapaziösen Induktionstherapie 
beginnt.[144-145] 
 

3.2.2 Hypomethylierende Cytidin-Analoga 
 
Der Median für das Alter der Diagnose von AML liegt bei etwa 70 Jahren.[146] Für die meisten 
AML Patienten sind demnach die Aussichten auf Heilung durch intensive Chemotherapie 
wenig vielversprechend und zugleich werden die Strapazen der Therapie nur bedingt 
verkraftet. Als etwas verträglichere Alternativen kommen die Cytidin-Analoga 
5-Azacytidin (19, AzaC) oder 5-Aza-2‘-deoxycytidin (20, AzadC, Decitabin) zum 
Einsatz (Abbildung 11). Diese beiden Medikamente wurden ursprünglich in den 1960ern als 
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Alternativen zu Cytarabin entwickelt und erst später deren inhibierende Wirkung auf 
DNA-Methyltransferasen (DNMTs) und somit die Fähigkeit epigenetische Veränderungen zu 
bewirken, erkannt.[147-148] 
 

 
Abbildung 11: Chemische Strukturen der hypomethylierend wirkenden Cytidin-Analoga 5-Azacytidin (19) und 
Decitabin (20). 

Erste Hinweise darauf, dass die Level von DNA-Methylierung in Verbindung mit Krebs stehen, 
gingen aus Studien in den 1980ern hervor. Dabei wurde festgestellt, dass die epigenetische 
Modifikation 5-Methyl-2‘-deoxycytidin (mdC) in Tumorzellen seltener vorkommt als in 
normalen Zellen.[149-150] Im Kontrast dazu wurde ein Jahrzehnt später ersichtlich, dass trotz 
niedrigerer Gesamtlevel eine abnormal hohe Methylierung von CpG-Inseln ein wesentliches 
Phänomen während der Tumorentwicklung ist.[151-152] Neben Mutation stellt das resultierende 
Silencing von Genen durch Methylierung der CpG-Inseln in Promotoren die Hauptursache für 
den Verlust der Funktion von Tumorsuppressor-Genen dar.[153] Der globale, 
hypomethylierende Effekt von Decitabin und 5-Azacytidin durch Inhibierung der DNMTs 
resultiert in der Reaktivierung von Genen, inklusive dieser der Tumorsuppression.[147] 
Therapieansätze mit diesen hypomethylierenden Medikamenten führen nur in 15% bis 20% 
der Fälle zu einer CR, zeigen jedoch bei Patienten im Alter von über 65 Jahren vergleichbare 
Überlebensraten wie die Chemotherapie. Als Konsequenz hat sich inzwischen die Behandlung 
von älteren AML Patienten, für die keine intensive Chemotherapie in Frage kommt, mit AzaC 
oder AzadC als klinischer Standard etabliert.[154] 
Wie bereits erwähnt, agieren beide Cytidin-Analoga mechanistisch betrachtet als DNMT-
Inhibitoren. Um die inhibierende Wirkung zu erzielen, müssen AzaC oder AzadC intrazellulär 
zunächst in die entsprechende Triphosphate (AzaCTP und AzadCTP) umgesetzt werden. Als 
solche stehen diese Pyrimidin-Analoga in Konkurrenz zu Cytidintriphosphat während der 
Replikation für den Einbau in die neusynthetisierten DNA-Stränge zur Verfügung (Abbildung 
12A).[155-156] Dementsprechend sind beide Medikamente auf die S-Phase des Zellzyklus 
angewiesen und somit für das Targeting von proliferierenden Zellen geeignet.[157] Als 
wesentlicher Unterschied von AzaC und AzadC ist zu erwähnen, dass AzaC 
zellzyklusunabhängig auch in RNA eingebaut werden kann. Die klinische Relevanz dieser 
Eigenschaft ist jedoch nicht eindeutig geklärt.[158] 
Nach Einbau der Aza-Cytidinderivate ins Genom erfolgt die Methylierung durch DNMTs, 
insbesondere durch DNMT1 in Folge von Erkennung hemimethylierter Sequenzen und 
Übertragung der Methylierungsmuster auf den Tochterstrang. Hierbei kommt es in der 
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aktiven Tasche des Enzyms zunächst zu einem nukleophilen Angriff eines Thiols an der C6 
Position der Nukleobase. Das resultierende Intermediat wird an der Position 5 mithilfe des 
Cofaktors S-Adenosylmethionin (SAM) methyliert. Im Gegensatz zu Methylcytosin kann die 
anschließende β-Eliminierung aufgrund des zusätzlichen N-Atoms im Heterozyklus nicht 
stattfinden, wodurch DNMT kovalent und irreversibel an die mit AzaC oder AzadC modifizierte 
DNA gebunden wird (Abbildung 12B).[159-160] Die so inhibierten DNMTs stehen nicht mehr für 
die Methylierung von Cytidin zu Verfügung und im Zuge aufeinanderfolgender Replikationen 
führt dies zu fortschreitender Hypomethylierung.[155-156] 
 

 
Abbildung 12: A) Wirkmechanismus der hypomethylierenden Cytidin-Analoga. B) Mechanismus der 
Methylierung von in DNA inkorporiertem Decitabin und daraus resultierende irreversible Hemmung von DNMTs. 
Die in Rot gezeigte Bindung kann aufgrund des N-Atoms in 5-Position nicht durch ß-Eliminierung gespalten 
werden. 

Neben der resultierenden Hypomethylierung führen eingebaute AzaC- und AzadC-Bausteine 
zu DNA Schäden, die vor allem bei hoher Dosierung dieser Medikamente zu beobachten sind. 
Die aktuellen Administrationsschemata mit relativ geringer Dosis versuchen eine 
ausreichende Hypomethylierung bei zeitgleich möglichst geringer Zytotoxizität zu 
erreichen.[161] Dennoch sind Nebenwirkungen wie zum Beispiel Neutropenie und 
Thrombozytopenie als Folge von Myelosuppression häufig.[162-163] Myelosuppression äußert 
sich in der teilweisen oder sogar vollständigen Inhibierung der Knochenmarksaktivität, was zu 
einer verringerten Blutzellenproduktion führt. Ursache hierfür ist die toxische Wirkung auf 
hämatopoetische Stammzellen. Dieses Problem erzeugt damit eine der häufigsten 
Nebenwirkungen von zytotoxischen Chemotherapeutika oder anderen Krebsmedikationen, 
deren Wirkmechanismus auf die Schädigung von DNA oder Inhibierung der Replikation von 
unkontrolliert proliferierenden Zellen abzielt.[164] Im Fall von Decitabin ist zu vermuten, dass 
die Toxizität der Substanz auch aus der hydrolytischen Instabilität dieses Wirkstoffs resultiert. 
Das Triazin des Decitabins ist sehr elektronenarm und kann in wässriger Umgebung an der C6 
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Position nukleophil von Wasser angegriffen werden, was den schrittweisen Zerfall des 
Heterozyklus zur Folge hat und letztendlich in abasischen Stellen resultiert (Abbildung 13A). 
Dieser Abbau wurde mit unterschiedlichsten Analysemethoden bei verschiedenen 
pH-Werten, Pufferbedingungen und Temperaturen nachgewiesen.[165-168] 
 

 
Abbildung 13: A) Mechanismus des hydrolytischen Abbaus von Decitabin. B) Chemische Struktur der 
carbozyklischen Variante des Decitabins (cAzadC, 21). 

Trotz der verbesserten Verträglichkeit von Behandlungen mit Decitabin gegenüber der 
Standard-Chemotherapie, sind auch die Nebenwirkungen dieses Therapieansatzes nicht zu 
vernachlässigen. Etwa 80% aller über 65-jährigen AML Patienten versterben mit einer nur zwei 
bis acht Monate langen medianen Gesamtüberlebenszeit.[169-170] Es besteht demzufolge 
weiterhin großes Interesse an der Verbesserung von Medikamenten und neuen 
Therapieansätzen zur Behandlung von AML. 
Im Jahr 2019 publizierte die Gruppe von Prof. Dr. Carell die Synthese sowie die biologische 
Evaluierung einer carbozyklischen Variante des Decitabins (cAzadC, 21), welches eine 
signifikant verbesserte Stabilität in wässrigen Puffern aufweist.[171] Dabei wurde der 
endozyklische Sauerstoff im Ribosebaustein durch eine CH2 Gruppe ersetzt (Abbildung 13B). 
Der dadurch verringerte Elektronenzug resultiert in einer Stabilisierung des Triazin-Rings und 
erschwert den nukleophilen Angriff auf die C6 Position. Als Konsequenz zeigt cAzadC (21) im 
Gegensatz zu Decitabin (20) über einen Zeitraum von 14 Tagen keine Zersetzung bei 
unterschiedlichen pH-Werten im wässrigem Milieu. Trotz dieser Veränderungen der 
Reaktivität des Heterozyklus konnte weiterhin der Einbau in die DNA und die Reduktion der 
mdC-Level in embryonalen Stammzellen der Maus (mESC) und somit die gewünschte 
biologische Aktivität nachgewiesen werden. Die Reduktion der mdC-Level war mit den 
Beobachtungen für Decitabin (20) vergleichbar, allerdings waren für cAzadC (21) höhere 
Konzentrationen (etwa fünffach) und längere Inkubationszeiten erforderlich. Als Ursache für 
diese Beobachtung wird die potentiell langsamere Umsetzung des cAzadCs in das 
entsprechende Triphosphat (cAzadCTP) vermutet. Bisher unveröffentlichte Arbeiten deuten 
auf eine bemerkenswerte Hypomethylierung bei gleichzeitig starker Verringerung von 
Nebenwirkungen hin. Das cAzadC stellt somit einen vielversprechenden Kandidaten für ein 
epigenetisch aktives Arzneimittel dar. Die Herstellung von cAzadC ist jedoch synthetisch 
aufwendig und die benötigte höhere Dosierung nicht ideal. Im Rahmen dieser Arbeit wurden 
sogenannte Prodrug-Konzepte verfolgt um die Bioverfügbarkeit und pharmakokinetischen 
Eigenschaften weiter zu verbessern (siehe Kapitel 5.2). Das allgemeine Konzept von Prodrugs 
sowie vereinzelte Beispiele werden in nachfolgendem Kapitel näher erläutert.
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3.3 Prodrug-Konzept 
 
Nukleotid-Analoga besitzen hohes therapeutisches Potential für eine Vielzahl von 
Erkrankungen. Für die Entfaltung der biologischen Aktivität ist es allerdings notwendig, dass 
diese Moleküle ins Zellinnere gelangen. Eine der größten Herausforderungen ist dabei, dass 
die aktive Form meist das entsprechende Triphosphat ist und solch polare, negativ geladene 
Moleküle eine äußerst geringe Zellmembranpermeabilität aufweisen. Häufig werden daher 
die modifizierten Nukleoside ohne Phosphatgruppen verwendet, welche anschließend 
intrazellulär durch Kinasen mono-, di- und anschließend triphosphoryliert werden. Diese 
Strategie scheitert jedoch oft daran, dass der erste Phosphorylierungsschritt für modifizierte 
Nukleoside nur langsam oder gar nicht stattfindet.[172-173] 
Eine gängige Strategie zur Lösung dieses Problems ist das Prodrug-Konzept. Hierbei werden 
chemisch modifizierte Nukleosidmonophosphate (NMPs) anstatt der freien Nukleoside 
verwendet.[174-175] Die maskierenden, chemischen Gruppen verleihen dem Molekül die nötige 
Lipophilie für verbesserte Membranpermeabilität. Die Gruppen werden anschließend 
intrazellulär durch enzymatische oder chemische Reaktionen abgespalten. Das resultierende 
Monophosphat kann dann von Kinasen in das biologisch aktive Triphosphat umgesetzt 
werden. Demnach handelt es sich bei einem chemisch modifizierten NMP um eine 
Vorläuferverbindung des therapeutisch aktiven Moleküls (Prodrug).[176-177] 
 

 
 

Abbildung 14: Illustration des Wirkprinzips von Prodrugs am Beispiel des antiviral wirkenden Sofosbuvirs. Der 
erste Phosphorylierungsschritt stellt den limitierenden Schritt dar und verhindert im Fall von Nukleosid PSI-
6206 (24), dass dieses intrazellulär zum biologisch aktiven Triphosphat (22) umgesetzt wird. 
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Ein besonders prominentes Beispiel im Bereich der Nukleotid-Prodrugs ist das antiviral aktive 
Triphosphat des Nukleosids PSI-6206 (22), dessen Prodrug als Sofosbuvir (23) bekannt 
ist (Abbildung 14). PSI-6206 (24) selbst wird von keiner Kinase als Substrat erkannt und zeigt 
dementsprechend keine biologische Aktivität.[178] Das Prodrug Sofosbuvir hingegen, dass nach 
initialer, enzymkatalysierter Esterhydrolyse spontane chemische Reaktionen sowie eine 
weitere enzymatische Spaltung durch eine Monophosphoramidase (z.B. HINT1) durchläuft, 
wird mit einem Heilungserfolg von etwa 90% gegen chronische Hepatitis C eingesetzt.[179] 
Das in Sofosbuvir Anwendung findende Prodrug-Motiv eines Aryloxyphosphoramidats wurde 
entscheidend von McGuigan et al. entwickelt und ist als ProTide bekannt.[180-181] Aufgrund der 
relativ einfachen Herstellung und der Fähigkeit wie zum Beispiel bei Sofosbuvir, die 
biologische Aktivität von Nukleosid-Analoga aufzudecken, ist es derzeit eines der am 
häufigsten verwendeten Prodrug-Motive.[174, 182] Weitere bekannte Vertreter sind zum 
Beispiel Tenofovir Alafenamid (25) gegen chronische Hepatitis B[183] und das virostatisch 
wirkende Remdesivir (26), welches ursprünglich gegen Ebolafieber entwickelt wurde und 
während der weltweiten Corona-Pandemie Sonderzulassungen für die Behandlung der durch 
SARS-CoV-2 verursachten Krankheit COVID-19 erhielt (Abbildung 15).[184-185] Ein Zusatznutzen 
von Remdesivir bei COVID-19 ist bisher jedoch umstritten.[186-188] 
 

 
Abbildung 15: Chemische Strukturen bekannter Vertreter der ProTides mit den entsprechenden 
Aryloxyphosphoramidat-Motiven. 

Neben den ProTides gehören die Cyclosaligenyl (cycloSal) Phosphat Prodrugs zu den am 
besten untersuchten Nukleosidmonophosphat-Prodrugs. Eine Besonderheit dieses Konzepts 
ist, dass es keine enzymatische Aktivierung benötigt und ausschließlich durch pH-abhängige, 
chemische Hydrolyse zur Freisetzung des Monophosphats kommt (Abbildung 16).[189-190] 
 

 
Abbildung 16: Mechanismus der Freisetzung eines Nukleosidmonophosphats aus einem CycloSal-Prodrug. 
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Für ProTides und CycloSal-Prodrugs existieren aufgrund der Chiralität am Phosphoratom 
dieser Verbindungen zwei Diastereomere (RP und SP). Es hat sich gezeigt, dass die RP und SP 
Diastereomere dieser Prodrugs teils sehr unterschiedliche biologische Aktivitäten und 
Potenzen aufweisen können.[191-192] Demzufolge sind häufig herausfordernde Trennungen der 
Diastereomere mittels Hochleistungsflüssigkeits-Chromatographie (high performance liquid 
chromatography, HPLC) notwendig. Diese lassen sich nicht immer realisieren. Um dieses 
Problem zu lösen, wurden asymmetrische Synthesen mit hoher Diastereoselektivität, 
beispielsweise unter Verwendung von chiralen Auxiliaren, entwickelt.[192-195] 
Bei anderen Prodrug-Motiven, die auf zwei identischen Resten basieren, handelt es sich um 
achirale Verbindungen. Motive hierfür sind unter anderem S-Acyl-2-thioethyl (SATE) und 
Carbonyloxymethyl-basierte Strukturen wie Pivaloyloxymethyl (POM) und 
Isopropyloxycarbonyloxymethyl (POC). Diese Prodrugs werden allesamt intrazellulär durch 
Esterasen gespalten und das erhaltene Intermediat zerfällt anschließend unter 
physiologischen Bedingungen um das Monophosphat freizusetzen (Abbildung 17).[174] Ein 
Nachteil dieser durch Esterasen gespaltenen Prodrug-Motive ist, dass es zur Bildung potentiell 
toxischer Abspaltungsprodukte kommt.[196] Im Fall von POM und POC handelt es sich um 
Formaldehyd.[197] Bei der Spaltung des SATE-Motivs entsteht Ethylensulfid.[198-199] 
Entsprechend wurde vereinzelt für bis(SATE)-Prodrugs bei verbesserter Wirkstoffpotenz 
zugleich eine erhöhte Toxizität dieser Prodrugs gegenüber dem freien Nukleosid 
festgestellt.[200] 
 

 
Abbildung 17: Esterase-basierte Aktivierung von Prodrugs basierend auf Motiven wie A) SATE, B) POM und 
C) POC. 

Der Aufbau der zuletzt beschriebenen Motive erlaubt es auch Phosphordiester zu maskieren. 
Im Jahr 2021 wurde erstmals die Synthese sowie umfangreiche biologische Evaluierung eines 
CDN-Prodrugs für die Aktivierung von STING beschrieben (Abbildung 18). Das 
POM-modifizierte CDN (27) wies dabei eine 1000-fach verbesserte Potenz in einem auf 
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HEK293T-Zellen basierten Assay gegenüber dem freien CDN auf, was auf die gesteigerte 
Zellpermeabilität zurückzuführen ist.[201] 
 

 
Abbildung 18: Chemische Struktur des CDN-Prodrugs von Pimková et al.[201] 

Neben der Verbesserung der Fähigkeit von Wirkstoffen lipophile Zellmembranen zu 
überwinden und deren Bioverfügbarkeit zu erhöhen, findet das Prodrug-Konzept auch zur 
Verbesserung der Wasserlöslichkeit Anwendung. Diese Anforderung ist nur selten für 
modifizierte Nukleoside oder Nukleotide von Bedeutung, jedoch für zahlreiche andere 
Arzneistoffklassen von Relevanz.[202-205] 
Darüber hinaus lässt sich das Prodrug-Konzept für die Entwicklung von Strategien für 
zielgerichtetes Drug Delivery verwenden um unerwünschte Nebenwirkungen zu 
reduzieren.[206] Im Zusammenhang mit Drug Delivery ist im Bereich der Nukleotid-Prodrugs 
vor allem das HepDirect-Motiv zu nennen. Der Spaltungsmechanismus dieser Aryl-
substituierten 1,3-Propanylester basiert auf der von Cytochrom-P450 katalysierten, 
oxidativen Reaktion in der Leber und erlaubt so die spezifische Freisetzung des Wirkstoffs in 
einem bestimmten Organ.[207-208] 
Der Mechanismus des zielgerichteten Drug Delivery basiert wie im soeben genannten Beispiel 
häufig auf den unterschiedlichen Expressionsleveln bestimmter Enzyme und Rezeptoren in 
verschiedenen Zelltypen beziehungsweise deren Oberflächen. An Bedeutung gewinnende 
Ansätze der Medizin, welche eine zielgerichtete Wirkstofffreisetzung unabhängig vom 
Gewebeproteom ermöglichen, stammen beispielsweise aus dem Feld der 
Photopharmakologie.[209-210] Hier wird unter anderem versucht durch Maskierung der 
biologisch aktiven Substanzen mit Schutzgruppen, die sich durch Licht abspalten lassen, eine 
räumliche sowie zeitliche Kontrolle über die Freisetzung des Wirkstoffs zu erreichen.[211-212] 
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4 Zielsetzung 

 
Agonisten des STING-Rezeptors stellen aufgrund der Fähigkeit das angeborene Immunsystem 
stimulieren zu können einen bedeutenden Gegenstand aktueller Forschung im Bereich der 
Krebsimmuntherapie dar. Die therapeutische Anwendung des Naturstoffs 2‘,3‘-cGAMPs (1) 
selbst gestaltet sich unter anderem aufgrund der geringen Permeation von Zellmembranen, 
die aus der unter physiologischen Bedingungen vorherrschenden zweifach negativen Ladung 
resultiert, als schwierig.[213] Darüber hinaus können, wie in der Einleitung erwähnt, natürliche 
Phosphordiesterbindungen von zyklischen Dinukleotiden von einem humanen Enzym 
extrazellulär hydrolysiert werden. Da des Weiteren die Überaktivierung der cGAS-STING-
Kaskade unerwünschte Nebenwirkungen wie Entzündungen und autoimmune Reaktionen für 
gesundes Gewebe birgt, ist die Etablierung von Mechanismen für zielgerichtetes Drug Delivery 
erstrebenswert. Aus den genannten Gründen sind Moleküle gesucht, die weiterhin STING 
aktivieren, aber verbesserte chemische und biochemische Eigenschaften aufweisen und 
idealerweise eine zielgerichtete oder gar zelltyp-spezifische Aktivierung der Immunantwort 
erlauben. 
 
Im Rahmen dieser Dissertation sollten im ersten Teil der Arbeit cGAMP Analoga entwickelt 
und durch organische Synthese zugänglich gemacht werden, welche eine zielgerichtete 
Anreicherung und Freisetzung eines biologisch aktiven CDNs und somit die Aktivierung von 
STING und dessen Signalkaskade ermöglichen. Das generelle Konzept einer Maskierung von 
negativen Ladungen der Phosphat-Gruppe wie es für Mononukleotid-Prodrugs breite 
Anwendung findet, ist auch für die Modifikation zyklischer Dinukleotide interessant. Durch die 
Verknüpfung der Phosphate mit biologisch spaltbaren Gruppen, sollte die Fähigkeit lipophile 
Zellmembranen zu durchdringen, gesteigert werden. Mit der Verwendung von Linkern, die 
durch Click-Chemie modifizierbar sind, wurde eine weiterführende Funktionalisierung der 
Analoga angestrebt, die eine möglichst zelltyp-spezifische Aufnahme ermöglichen soll. Eine 
der verfolgten Strategien stellte dabei ein Antikörper vermitteltes Drug Delivery dar, aber auch 
die räumlich und zeitlich kontrollierbare Freisetzung eines biologisch aktiven CDNs durch 
Bestrahlung war von Interesse. Des Weiteren sollte ein strukturell zu natürlichem cGAMP 
möglichst ähnliches, jedoch fluoreszierendes cGAMP Analog durch organische Synthese 
zugänglich gemacht werden und dessen Eignung für die Anwendung in der Mikroskopie 
untersucht werden. 
 
Die Krebsimmuntherapie und deren etablierte Methoden wie beispielsweise die Verwendung 
von monoklonalen Antikörpern und Immun-Checkpoint-Inhibitoren erlangen derzeit für die 
klinische Anwendung zunehmend Bedeutung. Allerdings stellen diese noch nicht einen 
etablierten Behandlungsstandard dar.[131] Stattdessen kommen häufig Resektion, Chemo- und 
Strahlentherapie für die Behandlung von Krebs zum Einsatz. Die in der Chemotherapie 
verwendeten Zytostatika gehen häufig mit schweren Nebenwirkungen einher, was letztlich 
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darin begründet liegt, dass der Wirkmechanismus dieser Arzneimittel auf der unspezifischen 
Tötung von sich schnell teilenden Zellen beruht und dabei auch proliferierende, gesunde 
Zellen zerstört. Wie in der Einleitung beschrieben, ist im Fall des Medikaments Decitabin die 
Spezifität ebenfalls auf die Proliferation von Zellen beschränkt. Jedoch ist davon auszugehen, 
dass hier für die teils schweren Nebenwirkungen die geringe Stabilität gegenüber Hydrolyse 
von entscheidender Bedeutung ist. Das von Wildenhof et al. beschriebene carbozyklische 
Derivat weist eine deutlich verbesserte Stabilität in wässriger Umgebung auf. Beim Einbau ins 
Genom sowie der beobachteten Hypomethylierung als Folge der DNMT-Inhibierung wurde 
festgestellt, dass höhere Konzentrationen von cAzadC im Vergleich zu Decitabin benötigt 
wurden um vergleichbare Effekte zu erzielen, was eine langsamere Umsetzung zum biologisch 
aktiven Triphosphat im Falle des carbozyklischen Derivats vermuten ließ.[171] 
 
Im zweiten Teil der vorliegenden Arbeit sollten Prodrugs des cAzadC-
Monophosphats (cAzadCMPs) entwickelt und synthetisch zugänglich gemacht werden um den 
geschwindigkeitslimitierenden Schritt der Monophosphorylierung zu umgehen und die 
Bioverfügbarkeit des biologisch aktiven cAzadCTP in den Zellen zu erhöhen. Hierfür sollten 
gängige Prodrug-Motive wie ProTide und CycloSal zur Anwendung kommen. Basierend auf der 
synthetischen Zugänglichkeit solcher cAzadCMP Prodrugs, sollten deren Wirkung auf die mdC 
Level von vorrangig Leukämie Krebszelllinien, aber auch Leber- und Lungenkrebszellen in vitro 
getestet werden. 
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5 Resultate und Diskussion 
5.1 cGAMP Analoga 
5.1.1 Biologisch aktive zyklische Dinucleotide 
 
Viele der bekannten zyklischen Dinukleotide humanen, bakteriellen sowie synthetisch 
modifizierten Ursprungs wurden in Bezug auf deren Bindungsaffinität an STING und deren 
Fähigkeit, eine Immunantwort in Form einer Interferon Expression zu generieren, bereits 
getestet.[111] Im Zuge dieser Arbeit waren insbesondere natürliches 2‘,3‘-cGAMP (1) sowie das 
synthetische Analog 2‘,3‘-c-di-AMP (28) als wichtige Referenzverbindungen in biologischen 
und biochemischen Assays von Bedeutung. Darüber hinaus war 2‘,3‘-dideoxy-c-di-AMP (2‘,3‘-
dd-c-di-AMP, 29) eine essentielle Vergleichssubstanz, welche sich in einer vorangegangenen 
Doktorarbeit von Dr. Samuele Stazzoni als vielversprechender Kandidat und Grundbaustein 
Prodrug-modifzierter CDNs herauskristallisierte (Abbildung 19).[214] 
 

 
Abbildung 19: Chemische Strukturen von 2‘,3‘-cGAMP (1) sowie der entwickelten CDN-Analoga. 

Wie natürliches 2‘,3‘-cGAMP weisen die CDNs 28 und 29 die nicht kanonische 
2‘-5‘-Phosphordiesterbindung auf, die für die außerordentlich hohe Bindungsaffinität von 
2‘3‘-cGAMP an das STING-Protein von zentraler Bedeutung ist. Das synthetische 2‘,3‘-Derivat 
(28) des bakteriellen 3‘,3‘-c-di-AMP stellt eine durch Austausch der Base Guanin zu Adenin 
erhaltene Modifikation zu 2‘,3‘-cGAMP dar. Neben der Abwandlung der Base zu Adenin, setzt 
sich 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) aus einem DNA-Nukleosid sowie einem 3‘-Deoxynukleosid 
zusammen. Diese Modifikation der Riboseeinheiten war besonders im Hinblick auf die 
Synthese Prodrug-maskierter cGAMP-Analoga interessant. Über die Hintergründe, warum 
besonders die strukturelle Vereinfachung durch vollständige Entfernung der 2‘- und 3‘-OH 
Gruppen für die Überwindung synthetischer Herausforderungen von Prodrugs der cGAMP-
Analoga geeignet war, gibt die vorliegende Arbeit an späterer Stelle Aufschluss (siehe 
Kapitel 5.1.4). 
Aufgrund der zu erwartenden, großen Verbrauchsmengen der Referenzverbindungen 
2‘,3‘-cGAMP (1) und 2‘,3‘-c-di-AMP (28) in biologischen und biochemischen Assays, war ein 
erstes Ziel dieser Arbeit die Etablierung von ertragreichen Synthesewegen dieser beiden 
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Verbindungen (z.B. 100 mg Maßstab für 2‘,3‘-cGAMP). Da es sich um kostspielige, jedoch 
kommerziell erhältliche Substanzen handelt, wird deren Synthese hier nur retrosynthetisch 
diskutiert (Schema 1) und für detaillierte Synthesevorschriften an eine andere Stelle dieser 
Arbeit verwiesen (siehe Kapitel 6.4). Die gezeigte Retrosynthese basierend auf 
Phosphoramidit- und Phosphat-Chemie beschreibt neben dem synthetischen Zugang zu 
2‘,3‘-cGAMP (1) und 2‘,3‘-c-di-AMP (28) auch die von Dr. Samuele Stazzoni bereitgestellte 
Verbindung 29. 
 

 
Schema 1: Retrosynthetische Analyse für den synthetischen Zugang zu cGAMP-Analoga. I) Allyl Entschützung, 
Zyklisierung und finale Entschützung, II) Lineare Kupplung, Oxidation und DMTr Entschützung, 
III) Phosphortriester-Synthese mit Schutzgruppen und DMTr Entschützung, IV) Phosphoramidit Synthese. 

Die gezeigte Retrosynthese wurde nach einer Vielzahl von Testreaktionen und Optimierungen 
standardmäßig für die Synthese von CDNs ohne Prodrug-Motiv angewendet, da diese 
reproduzierbar sowohl die ertragreiche und saubere Isolation von Zwischenstufen, als auch 
effiziente Aufreinigung der finalen Produkte ermöglichte. Die gängigste Alternative über 
H-Phosphonat-Chemie wurde aufgrund der schnelleren Durchführbarkeit untersucht, jedoch 
aufgrund niedrigerer Ausbeuten und schwieriger Aufreinigungen nicht weiterverfolgt. 
Für die Synthese wurden zwei in geeigneter Weise mit Schutzgruppen versehene Nukleoside 
als Ausgangssubstanzen verwendet und in ein geschütztes 2‘-Phosphat beziehungsweise ein 
3‘-Phosphoramidit überführt. Nach Kupplung dieser beiden Vorläuferverbindungen zu 
geschützten, linearen Dinukleotiden, konnten diese im Anschluss an selektive Entfernung 
einer Schutzgruppe am Phosphat mittels P(V)-Chemie zyklisiert werden. Nach Abspaltung aller 
Schutzgruppen der erhaltenen, zyklischen Zwischenprodukte und Aufreinigung durch 
Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) wurden cGAMP und die designten Analoga 
in hoher Reinheit erhalten. 
Um die Bindungseigenschaften der synthetisierten CDNs zu evaluieren, wurden in 
Kollaboration mit Dr. David Drexler (Prof. Hopfner Gruppe) Thermal Shift Assays (Differential 
Scanning Calorimetry – DSC) durchgeführt. Mit dieser Methode wurden Veränderungen in der 
Schmelztemperatur der verwendeten C-terminalen Domäne von humanem STING als Resultat 
der Interaktion des Proteins mit einem Liganden gemessen (Abbildung 20).  
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Abbildung 20: Ergebnisse des Thermal Shift Assays unter Verwendung der C-terminalen Domäne von humanen 
STING. Die Werte oberhalb der Säulen geben die durchschnittliche Verschiebungen der Schmelztemperaturen 
von STING nach Inkubation mit dem jeweiligen CDN an. Die Daten wurden in Kollaboration mit Dr. David Drexler 
erhoben.  

Die Untersuchungen zeigten, dass sich im direkten Vergleich zum endogenen Agonisten 
2‘,3‘-cGAMP (ΔT = 16.2 °C) der zunehmende Grad an Modifikationen in 2‘,3‘-c-di-AMP (28) 
und 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) drastisch auf die Bindungsaffinität der Analoga auswirkt. So führte 
das Ersetzen der G-Purinbase zu einem A in 28 zu einer vergleichsweise kleinen thermischen 
Verschiebung von 5.5 °C, was auf eine gegenüber 1 deutlich reduzierte Bindungsaffinität 
schließen lässt. Das desoxygenierte Analog 29 induzierte eine thermische Verschiebung von 
nur noch 1.9 °C. 
Um die Dissoziationskonstanten (kD) zu bestimmen, wurden isothermale 
Titrationskalorimetrie (ITC) Experimente durchgeführt, in denen Lösungen der CDNs 28 und 
29 jeweils zu einer Lösung der C-terminalen Domäne (CTD) von STING in der 
Instrumentenzelle titriert wurden (Abbildung 21). Aus den erhobenen Messergebnissen einer 
ITC lassen sich die thermodynamischen Parameter der Änderung von Bindungsenthalpie (ΔH), 
Gibbs’scher Enthalpie (ΔG) und Entropie (ΔS) berechnen. 
 

 
Abbildung 21: ITC Kurven und thermodynamische Parameter für A) 2‘,3‘-c-di-AMP (28) und B) 
2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29). Die Daten wurden in Kollaboration mit Dr. David Drexler erhoben. 
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Die Ergebnisse der Experimente zeigten in Übereinstimmung mit den Daten des Thermal Shift 
Assays, dass 2‘,3‘-c-di-AMP (28) mit einem kD-Wert von 4.98 μM der stärkere Bindungspartner 
als das desoxygenierte Analog 29 (kD = 15.1 μM) ist. In beiden Fällen handelt es sich um 
Wechselwirkungen mit Dissoziationskonstanten im μM-Bereich. Verglichen mit der in der 
Literatur[23] beschriebenen Bindungsdissoziationskonstante von 2‘,3‘-cGAMP (kD = 3.79 nM) 
ist somit für die Analoga 28 und 29 eine signifikant schwächere Interaktion mit dem STING-
Rezeptor bewiesen. Vorangegangene Studien konnten zeigen, dass durch ITC bestimmte 
Dissoziationskonstanten nicht zwingend mit den Beobachtungen eines biochemischen und 
zellulären Assays in vollständigen Einklang gebracht werden können. Beispielsweise 
berichteten Ergun et al., dass für das in Bakterien vorkommende 3‘,3‘-c-di-AMP, keine Bindung 
an STING durch ITC nachgewiesen werden konnte.[28] Dennoch konnte bereits 2011 gezeigt 
werden, dass dieses CDN bakteriellen Ursprungs in Makrophagen zu einer STING-abhängigen 
Interferon Antwort führt.[215] Darüber hinaus gelang 2019 die Kristallisation des Protein-Ligand 
Komplexes, was bewies, dass STING durch die Bindung von 3‘,3‘-c-di-AMP die gleiche 
Konformation wie durch Interaktion mit 2‘,3‘-cGAMP einnimmt. Mehrere Studien belegten 
außerdem, dass 3‘,3‘-c-di-AMP die Expression von IFN in humanen Lymphozyten auslöst.[28, 

121] Für das oben diskutierte, synthetische 2‘,3‘-c-di-AMP (28) berichteten Wang et al., dass 
dieses CDN trotz des deutlich höheren kD-Werts im Vergleich zu 2‘,3‘-cGAMP (1) zur Induktion 
ähnlicher Interferonantworten in einer auf HEK293T basierten Reporterzelllinie führte.[216] 
Um die Fähigkeit der oben genannten Verbindungen zu testen, eine STING-abhängige 
Expression von Interferonen auszulösen, wurden diese in einem in vitro Assay an Immunzellen 
untersucht. Hierzu wurde eine kommerziell erhältliche Reporterzelllinie (THP-1-DualTM von 
InvivoGen) verwendet, die sich von THP-1 Monozyten ableitet und ein Gen der Lucia Luciferase 
unter der Kontrolle eines Promoters mit 5 IFN-stimulierten Antwortelementen besitzt. Diese 
Zelllinie erlaubt die Quantifizierung des immunstimulierenden Effekts durch 2‘,3‘-cGAMP 
sowie der Analoga durch Messung der Intensität der resultierenden Lumineszenz in 
Abhängigkeit von der induzierten Immunantwort. Als Kontrollexperimente wurde die 
resultierende Lumineszenz von ungefütterten THP-1 Zellen sowie der STING-Knockout (KO) 
Zelllinie untersucht (Abbildung 22). 
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Abbildung 22: Erhaltene Intensitäten der Lumineszenz in Folge der Zugabe von CDN-Lösungen (50 μM) zu WT 
THP-1 Zellen im Vergleich zu der unbehandelten Kontrolle (links) sowie die Fütterung von 2‘,3‘-c-di-AMP (28, 
300 μM) an STING KO Zellen (rechts). Die Daten wurden in Kollaboration mit Dilara Özdemir erhoben. 

Die Zellstudien zeigten, dass neben 2‘,3‘-cGAMP (1) auch bei der Anwendung von 
2‘,3‘-c-di-AMP (28) als auch für das desoxygenierte 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) bei Wildtyp (WT) 
THP-1 Zellen eine ähnliche Immunantwort hervorgerufen wurde. Darüber hinaus wurde in 
Abbildung 22 beispielhaft an 28 veranschaulicht, dass die resultierende Immunantwort STING-
abhängig ist, da in STING-KO Zellen keine erhöhte Lumineszenz gegenüber der unbehandelten 
Kontrolle zu beobachten war. 
Die Zellen wurden anschließend mit Konzentrationen der CDNs im Bereich von 10 nM 
bis 300 μM stimuliert um den EC50-Wert berechnen zu können. Dieser Wert gibt die 
Konzentration des Agonisten an, die benötigt wird um eine halbmaximale Immunantwort zu 
erzeugen. Die Bestimmung des Wertes erlaubt es, die Aktivität eines Agonisten zu beschreiben 
und verschiedene Agonisten zu vergleichen. In den hier beschriebenen Untersuchungen ist 
der EC50-Wert nicht nur von der Interaktion des Enzyms mit dem Agonisten, sondern darüber 
hinaus von der Zellmembranpermeabilität der jeweiligen Verbindung sowie deren Stabilität 
unter physiologischen Bedingungen abhängig. 
Hierfür wurden THP-1 Zellen mit dem jeweiligen CDN für 24 Stunden inkubiert und die 
resultierende Lumineszenz mit einem TECAN Reader bestimmt. Die erhaltenen, relativen 
Lichteinheiten (RLUs) wurden für die Vergleichbarkeit auf die maximale Antwort normiert 
(Emax = 100) und gegen die Konzentration aufgetragen. Der resultierende, sigmoidale 
Kurvenverlauf konnte durch die Hill Gleichung beschrieben werden: 
 𝐸100 =  𝑐𝑛𝐻EC50𝑛𝐻 + 𝑐𝑛𝐻  

 
In dieser Gleichung repräsentiert E die gemessenen und normalisierten RLUs, c die eingesetzte 
Konzentration des CDNs und nH den Hill-Koeffizienten, welcher ein Maß dafür ist, wie steil die 
Kurve verläuft. Die Ergebnisse dieses Experiments sind in Abbildung 23 zusammengefasst. 
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denen die Phosphordiester-Gruppen durch Phosphortriester mit biologisch spaltbaren Linkern 
substituiert wurden. Die Anforderungen an das Linker-Motiv waren dabei, dass dieses 
möglichst einfach an eine für den Targeting-Mechanismus geeignete 
Molekülstruktur (Targeting-Einheit) gekoppelt werden kann, möglichst selektiv intrazellulär 
gespalten wird und so zur Freisetzung des STING-aktivierenden, freien CDNs 
führt (Abbildung 24). 
 

 
Abbildung 24: Schematische Darstellung des vorgeschlagenen Wirkmechanismus der designten CDN-Prodrugs. 
I) Interaktion von CDN-Prodrugs mit Zellrezeptoren, II) Rezeptor-vermittelte Endozytose der Prodrugs, 
III) Freisetzung des Prodrugs ins Cytosol nach Entkommen des Endosoms, IV) Enzymatische Spaltung der Linker 
und daraus resultierende Freisetzung eines CDNs, V) Interaktion des freien, biologisch aktiven CDNs mit STING, 
VI) Aktivierung von STING durch Bindung des CDNs, resultierend in STING-Oligomerisierung und Translokation, 
VII) Induktion der Signalkaskade resultierend in der Induktion von IFN- und Cytokin-Expression. 

Um die Freisetzung eines biologisch aktiven CDNs zu gewährleisten, muss der 
Freisetzungsmechanismus eine selektive Abspaltung des Linker-Motivs sicherstellen. 
Mechanismen, die beispielsweise auf der Hydrolyse durch nukleophilen Angriff von Wasser 
auf den Phosphortriester basieren, erlauben ohne Selektivität drei mögliche 
Bindungsbrüche (Optionen a, b und c, Abbildung 25A). Zwei dieser Optionen (a, b) führen zur 
Öffnung der Ringstruktur und zu linearen Dinukleotiden, welche STING nicht aktivieren 
können. Aus diesem Grund wurde ein Prodrug-Motiv gewählt, dessen Spaltungsmechanismus 
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in Zellen nicht auf der direkten Reaktion am Phosphoratom beruht. Als solches Motiv, welches 
für die Maskierung von Phosphordiestern geeignet ist und die gewünschten Anforderungen 
an die Selektivität in der Abspaltung erfüllen sollte, wurde die SATE-Einheit in Betracht 
gezogen. Diese Molekülstruktur enthält einen durch cytosolische Esterasen spaltbaren 
Thioester, der in einem ersten Schritt durch die enzymatische Hydrolyse ein Thiol freisetzt. 
Dieses Thiol führt in einem zweiten Schritt durch spontanen, nukleophilen Angriff auf das erste 
Kohlenstoffatom neben dem Phosphat unter der Bildung von Ethylensulfid zum freien 
Phosphordiester. Des Weiteren wurde das Design des SATE-Linkers durch ein terminales Alkin 
bestimmt, welches eine, in Anbetracht der Syntheseplanung, möglichst späte 
Funktionalisierung der Prodrug-modifzierten CDN-Analoga durch Cu(I)-katalysierte 
Cycloaddition mit Aziden (Click-Chemie) ermöglicht. Über Click-Reaktionen sollten die für das 
Targeting gewünschten Molekülstrukturen in das Gesamtkonstrukt eingeführt 
werden (Abbildung 25B). 
 

 
Abbildung 25: A) Mögliche Spaltungsmechanismen eines Phosphortriesters mit und ohne SATE-Motiv. Am linken 
Phosphortriester wird veranschaulicht, dass der nukleophile Angriff von Wasser auf das Phosphoratom zur 
Öffnung der Ringstruktur (a, b in rot) oder ohne Selektivität zur gewünschten Freisetzung des CDNs führen 
kann (c in orange). Am rechten Phosphortriester ist die selektive Freisetzung (in blau) des CDNs durch 
enzymatische Hydrolyse (d) und anschließende, spontane Zersetzung (e) der SATE-Einheit angedeutet. 
B) Struktur des designten SATE-Linkers sowie die schematische Darstellung der Verknüpfung des Linkers an eine 
Targeting-Einheit (grün) durch Click-Chemie. 

Allgemein ist die Substitution beider Phosphordiester und somit Einführung von zwei SATE-
Linkern oder aber die Integration eines einzelnen Linkers denkbar. Wenn beispielsweise die 
Steigerung der Zellmembranpermeabilität eine wichtige Rolle spielt, ist die Maskierung beider 
Phosphordiester und die einhergehende Minderung der Polarität durch Eliminierung beider 
negativen Ladungen erstrebenswert. Darüber hinaus würde so die Reaktionsplattform 
geschaffen, um das CDN mit zwei kleinen Biomolekülen als Targeting-Einheiten für Rezeptor-
vermittelte Endozytose auszustatten wie es bereits in Abbildung 25 angedeutet wurde. 
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Der designte SATE-Linker erlaubt auch die Verfolgung einer auf Antikörper basierten 
Targeting-Strategie. So sollte sich durch Click-Chemie ein verlängerter Linker generieren 
lassen, der die Einführung einer funktionellen Gruppe zur Kupplung an die Oberfläche eines 
Antikörpers erlaubt. Das resultierende Antikörper-CDN-Konjugat (ACK) sollte ähnlich zu 
Antibody-Drug-Conjugates (ADCs), wie diese in der Literatur[76, 78] vor allem für den 
zielgerichteten Transport von zytotoxischen Substanzen in Tumorzellen beschrieben sind, ein 
zelltypspezifisches Targeting erlauben. Diese zielgerichtete Spezifität basiert auf der 
zelltypabhängigen Präsentation von Antigenen an der Zelloberfläche. Vergleichbar zur 
Funktionsweise der ADCs sollte die Interaktion des ACKs mit dem Antigen eine durch 
Antikörper-Antigen-Wechselwirkung vermittelte Endozytose auslösen und nach 
Internalisierung durch Spaltung des Linkers zu einer Freisetzung der CDNs 
führen (Abbildung 26).  
 

 
Abbildung 26: Schematische Darstellung des vorgeschlagenen Wirkmechanismus eines Antikörper-CDN-
Konjugats via Internalisierung durch Rezeptor-vermittelte Endozytose, Abspaltung der CDNs, Entkommen aus 
dem Endosom und Aktivierung von STING in Anlehnung an das Wirkprinzip von ADCs.[79] 

Bei der Dekoration eines Antikörpers mit zu internalisierender Fracht ist es sinnvoll, mehrere 
CDN-Analoga an einen Antikörper zu koppeln, um eine erhöhte Bioverfügbarkeit zu 
gewährleisten. Der angestrebte Targeting-Mechansimus eines ACKs ist in erster Linie nicht 
mehr von der Zellmembranpermeabilität des CDN-Analogs abhängig. Dementsprechend ist 
die Substitution beider Phosphordiester eines CDNs nicht zwingend notwendig und ein 
einzelner Linker reicht für die gewünschte Anwendung aus. Darüber hinaus wären mit zwei 
reaktiven Linkern bei der Herstellung eines ACKs unerwünschte Nebenreaktionen wie Protein-
Protein cross-links denkbar.  
Um die so entwickelten Prodrugs je nach Anforderung und Zielsetzung mit einem oder zwei 
SATE-Linkern zu synthetisieren, wurde eine Synthesestrategie ausgearbeitet, die der bereits 
für die Referenzverbindungen gezeigten Retrosynthese ähnlich ist. Wieder basiert die 
Synthese auf Phosphoramidit- und P(V)-Chemie und startet mit zwei in geeigneter Weise mit 
Schutzgruppen versehenen Nukleosiden. Bei der Umsetzung dieser Nukleoside in ein 
geschütztes 2‘-Phosphat beziehungsweise ein 3‘-Phosphoramidit wird die Zahl der 
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eingeführten Linker und dementsprechend Phosphortriester im finalen Produkt 
festgelegt (Schema 2). Es folgt vergleichbar zu der Synthese der freien CDNs eine lineare 
Kupplung, Zyklisierung und finale Entschützung. 
 

 
Schema 2: Retrosynthetische Analyse für den synthetischen Zugang zu Prodrugs der cGAMP-Analoga unter 
Verwendung geeigneter Schutzgruppen (PG). I) Allyl Entschützung, Zyklisierung und finale Entschützung, 
II) Lineare Kupplung, Oxidation und DMTr Entschützung, III) Einführung eines SATE-Motivs durch 
Phosphortriester-Synthese mit Allyl-Schutzgruppe und DMTr Entschützung, IV) Phosphoramidit Synthese, 
welche die Zahl der SATE-Linker im finalen Produkt bestimmt. 

Der modulare Aufbau der entwickelten CDN-Prodrugs erlaubt sowohl eine direkte Anwendung 
der erhaltenen CDN-Prodrugs auf Zellen als auch eine anschließende Modifikation via Click-
Chemie für die Etablierung verschiedener Targeting-Konzepte (Abbildung 27). Im 
nachfolgenden Kapitel wird die Synthese und Evaluierung eines CDN-Prodrugs diskutiert, 
welches für die Anwendung als Antikörper-CDN-Konjugat geeignet ist. 

 
Abbildung 27: Allgemeines Design der CDN-Prodrugs und die Möglichkeiten der Aktivierung. Wichtige 
Schlüsselelemente sind farbig hervorgehoben: der enzymatisch, spaltbare Thioester (orange), das terminale 
Alkin für Funktionalisierung (rot), eine durch Click-Chemie eingeführte Targeting-Einheit (grün) und die nach 
intrazellulärer Prozessierung bioaktiven CDNs (blau). 
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5.1.3 Mono-SATE-Prodrug als Leitstruktur für ein Antibody-Drug-Conjugate 
 
Um eine für die Anwendung als Antikörper-CDN-Konjugat geeigneten Vorläuferverbindung zu 
synthetisieren, wurde ein entsprechendes Prodrug-modifiziertes CDN-Analog mit einem SATE-
Linker designt (30, Abbildung 28). Dieses wird nachfolgend auch mono-SATE-Prodrug genannt. 
Für die Etablierung des generellen Konzepts wurde als zugrundeliegendes CDN-Gerüst das 
strukturell stark vereinfachte 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) als geeignetes cGAMP-Analog 
ausgewählt.  
 

 
Abbildung 28: Chemische Strukturen von 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) und dem einfach maskierten Prodrug Derivat 30. 

Um das Prodrug-Motiv in die Zielstruktur einführen zu können, war zunächst die Synthese des 
SATE-Phosphorodiamidit 34 notwendig. Dieses wurde in zwei Schritten von kommerziell 
erhältlicher 5-Hexinsäure (31) und β-Mercaptoethanol (32) durch Veresterung und 
anschließende Phosphitylierung erhalten (Schema 3). 
 

 
Schema 3: Synthese des SATE-Phosphorodiamidits (34) aus kommerziell erhältlichen Startmaterialien. 

Die Darstellung des mono-SATE-Prodrugs 30 erfordert zunächst die Synthese eines 
3ʼ-Deoxyadenosins (42), welches nach selektiver Schützung der 5ʼ-Hydroxygruppe die 
Einführung des Prodrug-Motivs in Form eines geschützten 2‘-Phosphats ermöglichte. So 
wurde der essentielle Baustein 44 für die anschließende Darstellung eines linear gekuppelten 
Dinukleotids generiert (Schema 4). 
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Schema 4: Synthese des essentiellen Phosphortriester-Bausteins 44 unter Verwendung des SATE-
Phosphorodiamidits (34). 

Ausgehend vom Zucker D-Xylose (35) wurde nach der Methode von Moravcová et al.[220] 
zunächst das 1,2-Isopropyliden-geschützte Derivat 36 hergestellt. Dieses wurde selektiv an der 
5-OH Gruppe mit einer Benzoyl-Schutzgruppe versehen, um die Verbindung 37 zu erhalten, 
welche selektive Modifikationen an der 3-Position ermöglicht. Nach Herstellung des 
Thiocarbonylimidazol-Derivats 38 wurde eine Barton-McCombie Deoxygenierung mit 
Tris(trimethylsilyl)silan und AIBN als thermischer Radikalstarter in exzellenter Ausbeute 
durchgeführt. Das deoxygenierte Acetonid 39 wurde durch simultane Isopropyliden-
Entschützung und Acetylierung in ein geeignetes Substrat (40) für die β-selektive Vorbrüggen 
Glykosylierung überführt. Die Glykosylierung erfolgte unter klassischen Bedingungen mit 
silyliertem N-Benzoyladenin und Trimethylsilyltrifluormethansulfonat um das geschützte 
3ʼ-Deoxyadenosin 41 in guter Ausbeute zu erhalten. Die Acyl-Schutzgruppen der Ribose 
wurden selektiv unter Verwendung von NaOH in Pyridin und Methanol in 88% Ausbeute 
entfernt ohne die Benzoyl-Schutzgruppe des Adenins anzugreifen. Die anschließende, 
quantitative Schützung der 5ʼ-OH-Gruppe des Nukleosids 42 durch quantitative Umsetzung 
mit DMTrCl in Pyridin resultierte in dem 5ʼ-O-DMTr geschützten 3ʼ-Deoxyadenosins 43, 
welches einen wichtigen Ausgangspunkt für die mehrstufige Reaktionssequenz zur Synthese 
des Phosphats 44 darstellte. Hierzu wurde zunächst das Phosphorodiamidit 34 und 
Pyridiniumtrifluoroacetat als Aktivator verwendet um das Prodrug-Linker modifizierte 
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2ʼ-Phosphoramidit herzustellen. Dieses wurde direkt mit Allylalkohol unter Verwendung von 
5-(Benzylthio)-1H-tetrazol (BTT) Aktivator gekuppelt und die resultierende, trialkylierte P(III)-
Spezies durch Oxidation mit tert-Butylhydroperoxid (TBHP) in das Trialkylphosphat überführt. 
Nach saurer Entschützung der DMTr-Gruppe mit 3%iger DCA in DCM wurde der gewünschte 
Phosphortriester 44 in guter Ausbeute erhalten. In Summe ließ sich dieser wichtige Baustein 
mit 18% Ausbeute über zwölf Schritte herstellen und NMR-spektroskopisch 
verifizieren (Abbildung 29). Aufgrund der Chiralität von trisubstituierten Phosphaten wurde 
44 als Gemisch aus zwei Diastereomeren erhalten, welches sich nicht 
säulenchromatographisch trennen ließ und als solches weiterverwendet wurde. 
 

 
Abbildung 29: Struktur, 400 MHz 1H-NMR- und 162 MHz 31P-NMR Spektren des Gemisches beider Diastereomere 
der Verbindung 44. 

Da sich das entwickelte mono-SATE-Prodrug 30 neben dem 3ʼ-deoxygenierten 
Nukleosidbaustein 44 aus einem kommerziell erhältlichen DNA Adenosinphosphoramidit 45 
aufbauen lässt, wurden diese beiden Bausteine via BTT Aktivierung gekuppelt. Das 
intermediär gebildete Trialkylphosphit wurde wie bereits zuvor beschrieben zunächst durch 
Zugabe von TBHP oxidiert und anschließend die DMTr-Schutzgruppe mit 3%iger DCA im 
sauren Milieu abgespalten (Schema 5). Das linear gekuppelte Dinukleotid 46 wurde in 71% 
Ausbeute über drei Schritte erhalten und setzte sich aufgrund zwei chiraler Zentren (zwei 
Phosphortriester) aus vier Diastereomeren zusammen. Nach der Entschützung der Allyl-
Schutzgruppe durch Reaktion mit Natriumiodid in refluxierendem Aceton wurde das 
Rohprodukt 47 gefällt und ohne weitere Aufreinigung weiterverwendet. 
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Schema 5: Synthese des linearen Dinukleotid 46 sowie Entschützung der Allyl-Schutzgruppe zur Darstellung der 
Vorläuferverbindung 47 für die anschließende Zyklisierung. 

Die Zyklisierung wurde mit 1-(Mesitylen-2-sulfonyl)-3-nitro-1H-1,2,4-triazol (MSNT) zur 
Aktivierung des Phosphats durchgeführt und das zyklisierte Dinukleotid 48 in moderater 
Ausbeute erhalten (Schema 6). Bei dem isolierten Produkt handelte es sich erneut um ein 
Gemisch aus vier Diastereomeren, welche in zwei finalen Schritten der Entschützung zur 
Zielverbindung umgesetzt werden konnten. 
 

 
Schema 6: Synthese des mono-SATE-Prodrugs 30 durch Zyklisierung von 47 und finale Entschützung der 
Vorläuferverbindung 48. 

Die abschließende Entschützung konnte nicht mit Basen wie Methylamin oder Ammoniak 
durchgeführt werden, wie dies beispielsweise für Oligonukleotidsynthesen üblich ist, da bei 
Verwendung dieser Reagenzien eine rasche Spaltung des Thioesters zu beobachten war. 
Stattdessen konnte gezeigt werden, dass durch ein zweistufiges Protokoll, welches zunächst 
die Entschützung der Cyanoethyl-Gruppe mit der sterisch anspruchsvollen Base t-BuNH2 und 
nachfolgender Abspaltung der Benzoyl-Schutzgruppen mit einer Lösung von Zinkbromid in 
Methanol/Chloroform (4:1) über 24 Stunden das finale Produkt 30 erhalten werden konnte. 
Die zwei erhaltenen Diastereomere 30a und 30b konnten mittels RP-HPLC unter Verwendung 
eines Gradienten mit steigendem MeCN-Gehalt in H2O und Zusatz von 0.1% TFA 
separiert (tR(30a) = 21.2 Minuten, tR(30b) = 26.2 Minuten) und jeweils vollständig durch NMR- 
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und Massenspektrometrie charakterisiert werden (examplarisch gezeigt für 30b, 
Abbildung 30). 
 

 
Abbildung 30: Struktur, 400 MHz 1H-NMR und 162 MHz 31P-NMR Spektren des Diastereomers 30b. 

Um die Eigenschaften der Freisetzung des biologisch aktiven CDNs aus dem Prodrug-Vorläufer 
zu untersuchen, wurde zunächst ein biochemischer Assay entwickelt, durch den die Esterase-
basierte, selektive Spaltung des Prodrug-Linkers ersichtlich werden sollte. Hierfür wurde das 
Prodrug-Analog 30 mit einer Carboxylesterase (CES) inkubiert. Vertreter der Enzymfamilie der 
Carboxylesterasen sind hydrolytisch aktive Enzyme, die an der Spaltung und Aktivierung 
zahlreicher Esterase-abhängiger Prodrugs und der Arzneimittelverstoffwechselung beteiligt 
sind.[221] Es sind hauptsächlich die zwei Isoenzyme CES1 und CES2 bekannt, die sich vor allem 
in deren Verteilung in unterschiedlichen Geweben unterscheiden. So finden sich hohe 
Expressionslevel der Isoformen von CES1 vor allem in der Leber, der Lunge und in Immunzellen 
wie beispielsweise Monozyten und Makrophagen, wohingegen CES2 neben der Leber vor 
allem im Darm und in den Nieren stärker exprimiert wird.[221] Der Wirkmechanismus, wie Ester 
und andere Carbonsäurederivate durch CES1 oder CES2 gespalten werden, unterscheidet sich 
für CES1 und CES2 nicht. In beiden Fällen basiert die Hydrolyse auf einer katalytischen Triade 
der Aminosäuren Ser-His-Glu im aktiven Zentrum, wie dies auch von anderen hydrolytisch 
aktiven Enzymen bekannt ist.[222] Trotz einer Aminosäuresequenzidentität von 47% für CES1 
und CES2 weisen beide Isoformen teils stark unterschiedliche Substratspezifität auf. 
Beispielweise spalten CES1-Isoenzyme vor allem Substrate mit einer strukturell kleinen 
Alkoholgruppe und einer räumlich anspruchsvolleren Acylgruppe effizient, wohingegen 
Enzyme der Kategorie CES2 besonders für die Hydrolyse von Substraten einer strukturell 
anspruchsvollen Alkoholgruppe und vergleichsweise kleinen Acylgruppe geeignet sind. Die 
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relativ breite aktive Tasche von CES1 erlaubt dieser Isoform jedoch auch die Hydrolyse einer 
Bandbreite weniger geeigneter Substrate.[223] 
Da es sich bei CES1 um das Isoenzym mit hohen Expressionsleveln in Immunzellen wie 
Monozyten handelt und eine relativ breite Substratspezifität aufweist, wurde die Umsetzung 
des Prodrugs 30 zum freien CDN (29) mit der kommerziell erhältlichen Carboxylesterase 
1c (CES1c) untersucht. In dem angewendeten Assay wurden je 10 nmol des mono-
SATE-Prodrugs 30 mit fünf Enzymeinheiten CES1c bei 37 °C in HEPES Puffer (0.1 M, pH = 7.5) 
inkubiert. Der Verlauf der Reaktion wurde mittels analytischer HPLC untersucht und zeigte, 
dass die Spaltung des Prodrug-Motifs sehr spezifisch verlief, da nur ein Reaktionsprodukt 
detektiert werden konnten (Abbildung 31). Darüber hinaus wurde zugleich bewiesen, dass 30 
eine hohe Stabilität in wässrigen Puffern aufweist, da in den Vergleichsproben ohne CES1c 
weder eine signifikante Abspaltung des Prodrug-Motivs noch sonstige Zersetzung zu 
beobachten war. 

 
Abbildung 31: Enzymatischer Spaltungs-Assay von 30a. A) Schematische Darstellung der durch CES1c 
katalysierten Hydrolyse und Freisetzung des CDNs b (in grün) aus dem Prodrug a (in blau). B) Ergebnisse der 
analytischen HPLC des durchgeführten, enzymatischen Assays bei t0 sowie nach 6 h, 24 h und 48 h. HPLC 
Bedingungen: 0% auf 40% Puffer B in Puffer A über 45 Minuten. Puffer A: 0.1 M NEt3/HOAc in H2O, Puffer B: 0.1 M 
NEt3/HOAc in MeCN/H2O (4:1). 



Resultate und Diskussion 

 
41 

Das Reaktionsprodukt wurde bei der durchgeführten HPLC-Analyse aufgefangen und 
anschließend mittels Massenspektrometrie als freies CDN 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29) 
identifiziert (Abbildung 32). Dieses Ergebnis bestätigte, dass das entwickelte SATE-Prodrug 
durch CES Enzyme spezifisch in das freie CDN umgesetzt wird. 
 

 
Abbildung 32: LC-MS Analyse des an der HPLC isolierten Produkts des enzymatischen Assays. Berechnete Masse 
für das erwartete Produkt 2‘,3‘-dd-c-di-AMP (29): 627.1225 [M+H]+. 

Die zwei Diastereomere 30a und 30b zeigten eine unterschiedlich schnelle Umsetzung durch 
CES1c. So war für 30b die Freisetzung des CDNs 29 unter den gewählten Bedingungen des 
Assays bereits nach 6 Stunden nahezu vollständig, wohingegen für 30a auch nach 48 Stunden 
Inkubation Spuren von SATE-maskiertem Prodrug detektiert werden konnten (Abbildung 33). 
 

 
Abbildung 33: HPLC-Ergebnisse des enzymatischen Spaltungs-Assays des zweiten Diastereomers 30b. 

Mit den durch den Carboxylesterase Assay gewonnenen Erkenntnissen war der nächste 
Schritt, das SATE Prodrug in einem komplexeren und biologisch relevanteren System zu 
testen. Hierfür wurden Zellfütterungsexperimente mit der bereits zuvor beschriebenen THP-1 
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Wie zuvor beschrieben, eignet sich das Design des mono-SATE-Prodrugs 30 besonders für die 
Weiterentwicklung hin zur Anwendung als Antikörper-CDN-Konjugat. Hierzu ist es zunächst 
erforderlich eine geeignete Methode zu verfolgen, welche die Kupplung des CDN-Analogs an 
die Oberfläche eines Proteins ermöglicht. 
Proteine weisen auf natürliche Art und Weise reaktive Gruppen auf, die seit Jahrzehnten für 
die Darstellung von Konjugaten aus Proteinen und kleinen Molekülen wie zum Beispiel 
Farbstoffen und Cross-Linking Reagenzien genutzt werden.[224] Besonders häufig werden 
Lysine und Cysteine aufgrund der relativ hohen Nukleophilie ihrer Reste (Amin 
beziehungsweise Thiol) für das Einbringen von Modifikationen verwendet, da diese sehr 
spezifisch mit N-Hydroxysuccinimid (NHS) Estern beziehungsweise Maleimiden umgesetzt 
werden können (Abbildung 36). 
 

 
Abbildung 36: Reaktionen für die Konjugation an natürliche Aminosäuren eines Polypeptids. A) Kupplung eines 
Lysin-Rests mit einem NHS-Ester, B) Kupplung eines Cystein-Rests mit einem Maleimid. 

Das freie Thiol von Cysteinen stellt dabei allgemein die reaktivste funktionelle Gruppe in 
natürlichen Proteinen dar. Aufgrund der hohen Reaktivität liegen die Reste von Cysteinen 
jedoch selten frei zugänglich an der Proteinoberfläche, sondern existieren nur in deren 
oxidierter Form als Disulfidbrücken innerhalb eines Polypeptids oder als Verknüpfung zweier 
verschiedener Oligomere.[224] Um Konjugate an Cysteinen zu etablieren, müssen daher häufig 
die Disulfide zunächst durch Reduktion mit Dithiothreitol (DTT) gespalten oder durch Protein-
Engineering artifiziell eingeführt werden.[76, 225] Die artifizielle Einführung reaktiver Gruppen 
in ein Protein erlaubt die Etablierung einheitlicher, ortsspezifischer Konjugationsstellen, wie 
dies auch für die Entwicklung von ADCs Anwendung findet.[226] Die überwiegende Mehrheit 
aller ADCs, die sich in klinischen Studien befinden, basiert jedoch auf der stochastischen 
Konjugation der biologisch aktiven Substanz mit den natürlichen, reaktiven Stellen der 
Antikörperoberfläche.[76] Hierzu wurden beispielsweise zytotoxische Maytansinoide mit 
einem NHS-Ester derivatisiert und in einem definierten, molaren Verhältnis mit den Lysinen 
eines Antikörpers zur Reaktion gebracht.[227] Da eine Überladung des Antikörpers durch 
Konjugation der bioaktiven Moleküle an alle verfügbaren Reaktionsstellen häufig negative 
Auswirkungen auf die Pharmakokinetik mit sich bringt, werden die reaktiven NHS-Ester jedoch 
meist in einem substöchiometrischen Verhältnis zu den für die Reaktion zur Verfügung 
stehenden Lysinen eingesetzt. Daraus resultiert eine zufällige Derivatisierung der reaktiven 
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Reste des Antikörpers, was zur Folge hat, dass das ADC zwar ein bekanntes Zytostatika-zu-
Antikörper Verhältnis besitzt, sich jedoch aus einer Vielzahl individueller Konstrukte 
zusammensetzt.[228]  
Das Prinzip einer stochastischen Konjugation eines CDN-Analogs an einen Antikörper sollte 
auch im Umfang dieser Arbeit und der Darstellung eines Antikörper-CDN-Konjugats verfolgt 
werden. Dementsprechend bot sich die Methode der NHS-Ester Kupplung an Lysine an. 
Hierfür wurde zunächst die Derivatisierung des mono-SATE-Prodrugs 30 mit einer 
Carbonsäure angestrebt, die sich dann durch Umsetzung in einen NHS-Ester aktivieren lässt. 
Das terminale Alkin des Prodrug-Motivs stellt hierfür die geeignete Reaktionsplattform dar. 
Als Reaktionspartner wurde die kommerziell erhältliche 6-Azidohexansäure 50 ausgewählt, da 
sich somit die Gesamtlänge des Linkers durch die Click-Reaktion nahezu verdoppelt. Die Länge 
des Linkers und der daraus resultierende Abstand des enzymatisch spaltbaren Thioesters zur 
Oberfläche des Antikörpers ist insofern von Bedeutung, da bei zu kleinem Abstand der Zugang 
von Esterasen zum Thioester sterisch gehindert sein könnte. 
Die Click-Reaktion des Alkin-Prodrugs mit 6-Azidohexansäure 50 wurde in H2O/THF unter 
Verwendung von CuSO4 als Cu(I) Quelle durch in situ Reduktion mit Natriumascorbat (NaAsc) 
durchgeführt. Der Reaktionsfortschritt wurde mittels LC-MS verfolgt, nach vollständiger 
Umsetzung das Produkt mittels RP-HPLC aufgereingt und die Carbonsäure 51 in sehr guten 
Ausbeuten erhalten. Die hohe Reinheit des Produkts konnte durch LC-MS bestätigt 
werden (Abbildung 37). 

 

 
Abbildung 37: Click-Chemie basierte Funktionalisierung des mono-SATE-Prodrugs 30. A) Reaktionsbedingungen 
der Click-Reaktion, B) LC-MS Analyse (ESI, Positiv-Modus) des Startmaterials 30 (in rot, berechnet für [M+H]+: 
781.2) und des geclickten Produkts 51 (in blau, berechnet für [M+H]+: 938.3). 
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Die erhaltene Carbonsäure 51 wurde unter trockenen Bedingungen mit NHS unter 
Verwendung von EDC∙HCl verestert. Die Hydrolyse von NHS-Estern findet in wässriger 
Umgebung vor allem für pH-Werte im Bereich zwischen 8.0 und 9.0 statt, weshalb für die 
Aufreinigung des Produkts 52 mittels HPLC Trifluoressigsäure zu den Eluenten H2O und MeCN 
hinzugefügt wurde. Die erfolgreiche Umsetzung und Aufreinigung wurde erneut durch LC-MS 
bestätigt (Abbildung 38). 
 

 

 
Abbildung 38: Umsetzung des geclickten Prodrugs 51 zum NHS-Ester 52. A) Reaktionsbedingungen der NHS-
Veresterung, B) LC-MS Analyse (ESI, Positiv-Modus) des Startmaterials 51 (in blau, berechnet für [M+H]+: 938.6) 
und des NHS-Esters 52 (in grün, berechnet für [M+H]+: 1035.3). 

Nach der erfolgreichen Etablierung des synthetischen Zugangs zu einem als NHS-Ester 
aktivierten CDN-Analogs, wurde die stochastische Konjugation exemplarisch an einen Anti-
CD40-Antikörper in der Kollaboration mit Dr. David Drexler getestet. Hierzu wurde eine Lösung 
des NHS-Esters 52 in Dimethylacetamid (DMA) zu einer Lösung des Antikörpers in 
phosphatgepufferter Kochsalzlösung (PBS-Puffer) gegeben und für zwei Stunden bei 
Raumtemperatur inkubiert. Zur Aufreinigung wurde eine Affinitätschromatographie mit 
Protein A verwendet. Die erhaltenen Fraktionen wurden gelelektrophoretisch 
analysiert (Abbildung 39A) sowie mittels UV-VIS Spektroskopie untersucht (Abbildung 39B). 
Für die Fraktionen der Elution, die gemäß des Gels Protein enthalten, wurde ein 
Absorptionsmaximum bei 260 nm identifiziert, was mit dem Absorptionsmaximum des 
eingesetzten CDN-Analogs übereinstimmt und auf eine erfolgreiche Konjugation hindeutet. 
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Abbildung 39: A) Analyse der Protein A Affinitätschromatographie durch Gelelektrophorese, B) UV-VIS 
Absorption der Elutionsfraktionen (E1 – E5). 

Um die Konjugation weiter zu analysieren und verifizieren, wurde eine Esterase-abhängige 
Abspaltung der CDNs vom Antikörper untersucht. Hierzu wurde das Antikörper-CDN-Konjugat 
mit CES1c für fünf Stunden bei 37 °C inkubiert und anschließend durch einen 
Ultrazentrifugalfilter mit einem Größenausschluss von 30 kDa zur Abtrennung des Antikörpers 
sowie der Esterase filtriert. Das gefundene Absorptionsmaximum war erneut bei 260 nm, 
wohingegen das Filtrat einer Negativkontrolle der enzymatischen Reaktion an einem 
unbehandelten Anti-CD40-Antikörper keine solche Absorption aufwies (Abbildung 40). Das 
abgespaltene Produkt im Filtrat konnte durch hochaufgelöste Massenspektrometrie (HRMS, 
Direktinjektion) als das erwartete 2‘,3‘-dd-c-di-AMP 29 (berechnet für C20H23N10O10P2−: 
625.1079 [M−H]−, gefunden 625.1090) identifiziert werden. 
 

 
Abbildung 40: UV-VIS Spektren der Filtrate aus der Inkubation von CES1c mit dem durch NHS-Ester 
behandelten (rot) und unbehandelten (schwarz) Anti-CD40-Antikörper. 

Zusammenfassend wurde in diesem Teil der Arbeit eine verlässliche Syntheseroute für ein 
Prodrug-modifiziertes cGAMP-Analog auf Basis eines deoxygenierten 2‘,3‘-c-di-AMP 
entwickelt. Für dieses Prodrug wurde gezeigt, dass dieses durch enzymatische Spaltung des 
Prodrug-Motivs ein biologisch aktives cGAMP-Analog freigesetzt werden kann. Die biologische 
Relevanz des Prodrugs wurde in THP-1 Zellen durch STING-abhängige Induktion von IFN-
Expression nachgewiesen. Das beschriebene Prodrug wurde des Weiteren erfolgreich zu 
einem NHS-Ester derivatisiert, was die Darstellung eines Antikörper-CDN-Konjugats 
ermöglichte. Die erfolgreiche Abspaltung des CDNs durch CES1c aus dem Konjugat konnte 
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ebenfalls bestätigt werden. Untersuchungen, ob dieses Antikörper-CDN-Konjugat die 
Induktion einer zellulären Immunantwort ermöglicht, sind Aufgabe zukünftiger Forschung. 
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5.1.4 Photolabiles CDN-Prodrug 
 
Aus Gründen der synthetischen Zugänglichkeit wurde bisher die Entwicklung eines Prodrugs 
auf Basis eines desoxygenierten CDNs beschrieben und diskutiert. Im Nachfolgenden wird der 
synthetische Zugang zu Prodrugs auf der Basis von biologisch aktiven CDNs, welche die 2‘- und 
3‘-OH Gruppen besitzen, thematisiert. 
Die Entfernung der OH-Gruppen an den Ribosen geht, wie zuvor gezeigt, mit einer 
verringerten Bindungsaffinität der desoxygenierten Variante 2‘,3‘-dd-c-di-AMP 
29 (kD = 15.1 μM) gegenüber 2ʼ,3ʼ-c-di-AMP 28 (kD = 4.98 μM) einher. Die Darstellung eines 
2ʼ,3ʼ-c-di-AMP-Prodrug 53 ist demzufolge erstrebenswert (Abbildung 41). 
 

 
Abbildung 41: Chemische Strukturen von 2‘,3‘-c-di-AMP (28) und einem SATE-maskierten Prodrug-Derivat (53). 

Um ein solches Prodrug 53 synthetisch zugänglich zu machen, sind für die Hydroxylgruppen 
der Ribose permanente Schutzgruppen erforderlich, die in einem letzten Schritt abgespalten 
werden müssen (Schema 7). Im Rahmen dieser Dissertation wurde anfänglich der Zugang über 
die Nutzung von sauer zu spaltenden Tetrahydropyranyl (THP)-Schutzgruppen versucht, 
nachdem vorangegangene Studien mit tert-Butyldimethylsilyl (TBS)-Schutzgruppen erfolglos 
blieben.[214] 

 
Schema 7: In Zersetzung resultierende finale Entschützung von THP- oder TBS-geschützten 
Vorläuferverbindungen 54 und 55. 
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Die durchgeführten Versuche der Entschützung führten wie auch im Fall der Verwendung von 
TBS-Schutzgruppen zu komplexen Reaktionsmischungen durch Zersetzung. Da die erhaltenen 
Zersetzungsprodukte bei diesen Experimenten nicht identifiziert werden konnten, waren 
eindeutige Schlussfolgerungen zu den Ursachen nicht möglich und machten weiterführende 
Untersuchungen erforderlich. Zu vermutende Ursachen waren die Inkompatibilität der für die 
Entschützung benötigten Reagenzien mit dem Thioester des Prodrug-Motivs sowie des 
Phosphortriesters selbst, aber auch die Freisetzung der Hydroxylgruppen in Nachbarschaft zu 
den Phosphortriestern. 
Um den Einfluss von Reagenzien möglichst ausschließen zu können, wurde für eine neue 
Syntheseroute die Verwendung photolabiler Schutzgruppen in Betracht gezogen. Des 
Weiteren stellte diese Art von Schutzgruppe eine interessante Möglichkeit dar, um die 
Hydroxylgruppen, dem Prodrug-Konzept folgend, zu maskieren. Bei der Wahl der photolabilen 
Schutzgruppe wurde daher darauf geachtet, dass diese neben erstrebenswerter 
Eigenschaften in der Photolyse auch für biologisch relevante Anwendungen geeignet sein 
sollte. 
Zu den allgemein am häufigsten verwendeten photolabilen Schutzgruppen gehören die 
o-Nitrobenzyl-Gruppen.[212] Auch in Bezug auf biologische und biochemische Anwendungen 
wurde diese Art von Schutzgruppe trotz bekannter Nachteile, wie der Freisetzung von 
potentiell toxischen o-Nitrosobenzcarbonyl-Verbindungen, bereits mehrfach verwendet.[229-

232] Darüber hinaus stellt diese Art von Schutzgruppe eine der wenigen photolabilen 
Schutzgruppen dar, für die der ertragreiche, synthetische Zugang zu 2‘- oder 3‘-OH 
geschützten Nukleosid-Analoga in Form von [(R,S)-1-(2-nitrophenyl)ethoxy]methyl (npeom) 
Einheiten bereits ausführlich beschrieben ist.[233-235] 
Aufgrund dieser Umstände wurde ein Prodrug designt, welches neben zwei SATE-Linkern zur 
vollständigen Maskierung der Phosphate auch zwei npeom-Schutzgruppen zur Maskierung 
der Hydroxylgruppen besitzt (Abbildung 42). In seiner zyklischen Grundstruktur geht es dabei 
auf 2ʼ,3ʼ-c-di-AMP zurück. 

 
Abbildung 42: Struktur des designten 2ʼ,3ʼ-c-di-AMP-Prodrugs 56 mit zwei SATE-Motiven und zwei photolabilen 
Schutzgruppen (npeom). 



Resultate und Diskussion 

 
50 

Für die Synthese des in Abbildung 42 gezeigten Prodrugs 56 war neben der Einführung der 
SATE-Linker die Synthese von 2ʼ- beziehungsweise 3ʼ-npeom geschütztem Adenosin von 
zentraler Bedeutung (Schema 7). Dies stellte die essentielle Grundvoraussetzung dar, um 
anschließend die SATE-geschützten Phosphortriester in der gewünschten 2ʼ,3ʼ-Verknüpfung 
des CDNs zu etablieren. 
 

 
Schema 8: Synthese des Chloromethyl-Reagenzes 60 und dessen Verwendung zur Darstellung von 2ʼ-O- 
beziehungsweise 3ʼ-O-npeom geschützten Adenosin 63 und 64. 

Ausgehend von 2ʼ-Nitroacetophenon (57) wurde zunächst durch Reduktion mit NaBH4 
quantitativ der entsprechende Alkohol 58 generiert, welcher nach Deprotonierung durch NaH 
mit Chlorodimethylsulfid (MTM-Cl) in moderater Ausbeute in den Methylthiomethylether 59 
überführt wurde. Durch Umsetzung mit SO2Cl2 wurde quantitativ das Chloromethyl-Reagenz 
60 erhalten, welches nach Aktivierung des 5ʼ-O-DMTr geschützten N6-Benzoyladenosins 62 
mit Bu2SnCl2 und DIPEA die Synthese der 2ʼ-O- sowie 3ʼ-O- substituierter Regioisomere durch 
Alkylierung ermöglichte. Die Derivate (R,S)-63 und (R,S)-64 (jeweils ein Gemisch zweier 
Diastereomere) konnten säulenchromatographisch getrennt und über die beschriebene 
Syntheseroute in insgesamt guten Ausbeuten erhalten werden. Zur Unterscheidung der 
Regioisomere wurde 2D-NMR Spektroskopie verwendet. Die Messungen wurde in DMSO-d6 
durchgeführt, was den intermolekularen Austausch der Protonen von freien Alkoholen 
reduziert und zu einer beobachtbaren Kopplungsaufspaltung führt. Die damit im COSY 
sichtbare 3J-Kopplung des Alkoholprotons zu H-2‘ beziehungsweise H-3‘ konnte für die 
Unterscheidung der Derivate (R,S)-63 und (R,S)-64 genutzt werden (Abbildung 43). 
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Abbildung 43: Überprüfung der Konnektivität der regioisomeren Verbindungen A) (R,S)-63 und B) (R,S)-64 mittels 
COSY. Die in den Strukturen durch Doppelpfeile angedeuteten Kopplungen sind im gezeigten Ausschnitt des 
COSY-Spektrums sichtbar. 

Die NMR-spektroskopische Strukturaufklärung wurde zudem durch die vollständige 
Zuordnung aller Signale mithilfe zusätzlicher 2D-NMR Methoden (HSQC, HMBC) 
untermauert (siehe Kapitel 6.3). Auf die exakte Unterscheidung von (RS)-63 und (RS)-64 
wurde an diesem Punkt insofern besonders Wert gelegt, da im Fortlauf der Synthese die 
steigende Zahl von Diastereomeren durch Bildung von Phosphortriestern NMR-basierte 
Analysen deutlich erschwerte.  
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Um an der 2ʼ-Position von (R,S)-63 das SATE-modifizierte Phosphat zu generieren, wurde die 
bereits in Kapitel 5.1.3 beschriebene, mehrstufige Reaktionssequenz angewendet, deren vier 
Schritte bis auf eine wässrige Aufarbeitung ohne Aufreinigung von Zwischenprodukten 
erfolgte. Zunächst wurde das SATE-Phosphorodiamidit 34 unter Aktivierung durch 
Pyridiniumtrifluoroacetat mit (R,S)-63 umgesetzt. Das resultierende Nukleosid-
Phosphoramidit wurde direkt mit Allylalkohol unter Verwendung von BTT-Aktivator gekuppelt 
und die resultierende, trialkylierte P(III)-Spezies durch Oxidation mit TBHP in das 
Trialkylphosphat überführt. Nach saurer Entschützung der DMTr-Gruppe mit 3%iger DCA in 
DCM und säulenchromatographischer Aufreinigung wurde das gewünschte 2‘-Phosphat 65 
aufgrund der Chiralität von trisubstituierten Phosphaten als Gemisch aus vier Diastereomeren 
in guter Ausbeute erhalten (Schema 9). Die Trennung der Diastereomere stellte sich als 
schwierig heraus, weshalb diese Verbindung sowie alle nachfolgend diskutierten 
Verbindungen mit vier oder mehr Diastereomeren lediglich mittels LC-MS untersucht wurden 
und auf die Charakterisierung via NMR-Spektroskopie verzichtet wurde. 
 

 
Schema 9: Synthese des 2‘-Phosphat 65 ausgehend von 63 durch eine mehrstufige Reaktionssequenz unter 
Verwendung des SATE-Phosphorodiamidits 34. 

Mit einer vergleichbaren Reaktionssequenz wurde die lineare Kupplung zum 3ʼ,5ʼ-verknüpften 
Dinukleotid durchgeführt. Das Regioisomer (R,S)-64 wurde dazu mit Phosphorodiamidit 34 
und Pyridiniumtrifluoroacetat zum SATE-modifizierten 3ʼ-Phosphoramidit umgesetzt. Dieses 
wurde direkt mit dem Phosphat 65 unter Verwendung von BTT-Aktivator gekuppelt und die 
erhaltene P(III)-Spezies mit TBHP zu P(V) oxidiert. Es erfolgte erneut eine Entschützung der 
DMTr-Gruppe mit 3%iger DCA, um das durch zwei Prodrug-Linker sowie zwei photolabile 
Schutzgruppen modifizierte Dinukleotid 66 in sehr guter Ausbeute zu erhalten (Schema 10). 
Aufgrund von vier Stereozentren handelte es sich bei dem isolierten Produkt um ein 
untrennbares Gemisch aus 16 Diastereomeren. Nach der Entschützung der Allyl-Schutzgruppe 
durch Reaktion mit Natriumiodid in refluxierendem Aceton wurde das Rohprodukt 67 gefällt 
und ohne weitere Aufreinigung weiterverwendet. 
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Schema 10: Synthese des linearen Dinukleotid 66 sowie Entschützung der Allyl-Schutzgruppe zur Darstellung der 
Vorläuferverbindung 67 für die anschließende Zyklisierung. 

Die Zyklisierung wurde mit dem Kondensationsreagenz MSNT zur Aktivierung des Phosphats 
durchgeführt und das zyklisierte Dinukleotid 68 in moderater Ausbeute erhalten. Die finale 
Entschützung der Nukleobasen konnte mit einer Lösung von Zinkbromid in Methanol über 24 
Stunden durchgeführt werden (Schema 11). 
 

 
Schema 11: Synthese des angestrebten Prodrugs 56 durch Zyklisierung von 67 und Entschützung der 
Nukleobasen. 

Die Aufreinigung des finalen Produkts 56 erfolgte mittels präparativer RP-HPLC unter 
Verwendung eines Gradienten mit steigendem MeCN-Gehalt in H2O (50% → 70%) und 
ermöglichte die Trennung der erwartenden 16 Diastereomere in zwei Peak-Cluster (PC1 und 
PC2, Abbildung 44). Die Separation einzelner Diastereomere wurde jedoch nicht erzielt. 
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Abbildung 44: HPLC-Analyse des Prodrugs 56 nach präparativer Aufreinigung mittels RP-HPLC und Auftrennung 
der 16 erwarteten Diastereomere in zwei Peak-Cluster (PC1 und PC2). 

Die Peak-Cluster wurden separiert mittels LC-MS analysiert, um über hochaufgelöste 
Massenspektrometrie die erfolgreiche Synthese und die Reinheit des gewünschten CDN-
Prodrugs 56 zu verifizieren (Abbildung 45). Löslichkeitsbedingt war es notwendig die 
Gradienten der HPLC- und LC-MS-Analysen mit einem MeCN-Gehalt von 50% zu starten, was 
die Möglichkeiten der Methodenentwicklung für eine verbesserte Auftrennung des 
Diastereomerengemischs limitierte. 
 

 
Abbildung 45: LC-MS Chromatogramme sowie Massespektren der an der HPLC isolierten Peak-Cluster (A: PC1, 
B: PC2). Berechnete Masse für das erwartete Prodrug 56: 1325.3193 [M+H]+. 

Mit dem erhaltenen, photolabilen Prodrug 56 wurde zunächst die Entschützung der npeom-
Gruppen durch Bestrahlung untersucht, um an die vorangegangenen Studien der finalen 
Entschützung mit anderen Schutzgruppen anzuschließen. Da photochemische Reaktionen von 
einer Vielzahl von Faktoren, inklusive der eingesetzten Substratkonzentration, abhängig sind, 
wurde zunächst der Extinktionskoeffizient (ε263nm = 40700 M−1cm−1, siehe Kapitel 6.3) des 
synthetisierten Prodrugs 56 bestimmt. 
Um die Photolyse der npeom-Schutzgruppen zu untersuchen, wurde anfänglich ein 
Bestrahlungsexperiment mit einer laborüblichen UV-Handlampe mit zwei UV-
Lichtquellen (260 nm, 366 nm), wie diese für die Untersuchung von 



Resultate und Diskussion 

 
55 

Dünnschichtchromatographien verwendet werden, durchgeführt. Da das bestrahlte Substrat 
zwei npeom-Gruppen enthält und deren Spaltungsmechanismus zweistufig verläuft, waren 
mehrere Produkte zu erwarten. Wie in Abbildung 46 gezeigt, wird durch die Bestrahlung einer 
npeom-Gruppe zunächst die ortho-Nitrobenzyl-Einheit abgespalten und es resultiert die 
Bildung eines Formaldehyd-Halbacetals. In wässriger Umgebung und insbesondere unter 
sauren Bedingungen folgt ein rascher Abbau des Halbacetals zum Alkohol.[233, 236] 
 

 
Abbildung 46: Stufenweise Spaltung der npeom-Gruppe durch Bestrahlung und Zerfall des Formaldehyd-
Halbacetals in wässriger Umgebung.[233, 237] 
 
Für das Photolyse-Experiment wurde eine Lösung von 56 (200 μM) in Acetonitril gerührt, für 
zwei Stunden mit der UV-Lampe (1.89 nJ/cm2) bestrahlt und der Reaktionsverlauf mittels LC-
MS untersucht. Eine Übersicht der denkbaren Produkte sowie der berechneten Massen sind 
in Abbildung 47A gegeben. Neben den Massen der Formaldehyd-Halbacetale wurden bei den 
selben Retentionszeiten auch die entsprechenden, freigesetzten Alkohole 
detektiert (Abbildungen 47C und 47D). Da für die Photolyse in dem gewählten, aprotischen 
Lösemittel primär die Bildung der Formaldehyd-Halbacetale erwartet wurde, war die 
Detektion der freien Alkohole überwiegend auf die wässrige sowie leicht saure Umgebung des 
verwendeten RP-LC-Systems zurückzuführen. Die Vielzahl der erhaltenen Produkte ließ sich 
im Wesentlichen in drei Kategorien unterteilen. Neben der Ausgangsverbindung (a) wurden 
verschiedene Spezies der einfach (b1-4) sowie zweifach (c1-4) npeom-entschützten Spezies 
erhalten (Abbildung 47D). 
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Abbildung 47: LC-MS Analyse des Photolyse Experiments. A) Übersicht der zu beobachtenden Spezies des 
Startmaterials (a, in blau), der einfach (b, in grün) sowie zweifach (c, in rot) npeom-entschützten Verbindungen 
sowie die für den ESI-positiv Modus berechneten Massen. B) LC-MS Chromatogramme bei t0 sowie nach 30, 60 
und 120 min Bestrahlung. C) Exemplarisches Massenspektrum (ESI, positiv) für den Retentionsbereich von b. 
D) Exemplarisches Massenspektrum (ESI, positiv) für den Retentionsbereich von c. 

Mithilfe der erhobenen LC-MS-Daten konnte eindeutig gezeigt werden, dass eine vollständige 
Entschützung der ortho-Nitrobenzyl-Einheit für das gewählte Setup innerhalb von zwei 
Stunden erfolgte. Im Anschluss an die Photolyse in MeCN sollte die Zersetzung der erhaltenen 
Formaldehyd-Halbacetale und somit die Freisetzung der Hydroxylgruppen an den Ribosen des 
CDN-Prodrugs näher untersucht werden. Hierzu wurde Wasser zu der Lösung des Photolyse-
Produkts (100 μM Endkonzentration in 1:1 H2O/MeCN) gegeben, bei Raumtemperatur für vier 
Tage inkubiert und regelmäßig mittels LC-MS untersucht (Abbildung 48A). In einem 
Kontrollexperiment wurde die Ausgangsverbindung 56, die keiner Bestrahlung ausgesetzt 
war, in H2O/MeCN inkubiert (Abbildung 48B). 
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Abbildung 48: LC-MS Chromatogramme bei t0 sowie nach 24, 48 und 96 h Inkubation in H2O/MeCN bei 
Raumtemperatur vom A) Photolyse Produkt (c, in rot) sowie der neuen Spezies (d, in lila) und B) unbestrahltem 
Startmaterial 56. 

Durch Zugabe von Wasser war nach 24 Stunden deutlich die Umsetzung des Photolyse 
Produkts (c) in neue Verbindungen (d) zu beobachten. Nach 96 Stunden war diese Umsetzung 
nahezu vollständig. Die gefundenen Massen im ESI-Positivmodus (m/z = 502.3 und 
m/z = 1003.4) deuteten jedoch an, dass es sich bei der neu gebildeten Spezies nicht um das 
angestrebte, vollständig npeom-entschützte CDN-Prodrug 53 handelte. Stattdessen konnten 
die detektierten Massen plausiblen Zersetzungsprodukten zugeordnet werden, die eine 
Spaltung des Dinukleotids zu Mononukleotiden aufzeigten (Abbildung 49). Massen, die eine 
Abspaltung des SATE-Motivs andeuten, konnten für die Hauptprodukte der Zersetzung (d) 
nicht identifiziert werden. 
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Abbildung 49: Exemplarisches Massenspektrum (ESI, positiv) für den Retentionsbereich von d (siehe 
Abbildung 48A) und zugeordnete, plausible Zersetzungsprodukte d1 – d3 (berechnet für [M+H]+ = 502.1; für 
[2M+H]+ = 1003.2). 

Da sowohl die Ausgangssubstanz 56 als auch deoxygenierte Derivate wie das mono-SATE-
Prodrug 30 aus dem Kapitel 5.1.3 eine hohe Stabilität in wässriger Umgebung aufwiesen, war 
die Schlussfolgerung naheliegend, dass sich die Instabilität erst durch die Freisetzung der 2ʼ- 
beziehungsweise 3ʼ-OH Gruppe ergibt. Dies ließe sich auch mit den zu Beginn dieses Kapitels 
beschriebenen Schwierigkeiten bei der Verwendung von Schutzgruppen wie THP oder TBS im 
finalen Entschützungsschritt in Einklang bringen. Da im Rahmen dieser Arbeit die Aufklärung 
des Zersetzungsmechanismus nicht Teil der Zielsetzung war, soll an dieser Stelle 
hervorgehoben werden, dass eine vollständige Charakterisierung der Zersetzungsprodukte 
nicht vorgenommen wurde. Die gezeigten Strukturen und nachfolgend diskutierter 
Mechanismus leiten sich somit zwar von Beobachtungen ab, sind jedoch als Hypothese zu 
betrachten. 
In Folge der Freisetzung der sekundären Alkohole wäre ein nukleophiler Angriff auf den 
Phosphortriester denkbar, der zu einer Ringöffnung und letztendlich zur Spaltung des 
Dinukleotids in zwei SATE-modifizierte Adenosin-2‘,3‘-monophosphate (69) führen kann. 
Alternativ führt der Angriff zu 2‘,3‘-Isomerisation oder zur Eliminierung des SATE-Linkers, 
wobei Letzteres aufgrund des gefundenen LC-Chromatogramms und zugehöriger 
Massespektren nicht den favorisierten Reaktionsverlauf widerzuspiegeln scheint. Kommt es 
zur Ringöffnung und Spaltung des Dinukleotids, wird ein fünfgliedriger, zyklischer 
Phosphortriester 69 erhalten. Für solche Phosphortriester wurde eine rasche Ringöffnung 
unter basischen Bedingungen ausführlich beschrieben,[238-239] aber auch in Wasser/Acetonitril 
ohne Zusatz von Base beobachtet.[240] Die Hydrolyse von 69 zu den zwei Zersetzungsprodukten 
d1 und d2 erscheint somit naheliegend und deckt sich mit der Beobachtung, dass zwei 
dominante Signale mit ähnlicher Retentionszeit (Bereich d) im LC-Chromatogramm erhalten 
wurden. Eine Übersicht des möglichen Mechanismus ist in Abbildung 50 zusammengefasst. 
Eine mechanistische Herleitung für d3 ist hiermit nicht gegeben. 
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Abbildung 50: Schematische Darstellung eines möglichen Mechanismus zur Generierung der 
Zersetzungsprodukte d1 und d2. 

Aufgrund der Instabilität des photolysierten Produkts 53 in wässriger Umgebung, gestaltete 
sich eine saubere Isolation des Produkts mittels RP-HPLC als schwierig und auch eine 
Anwendung in Zellfütterungsexperimenten erschien wenig vielversprechend. Stattdessen 
wurde angestrebt, die Verbindung 56 als photolabiles Prodrug zu verwenden. Die 
zugrundeliegende Idee war, das Prodrug an THP-1-Zellen zu verfüttern, die Spaltung der SATE-
Motive durch zelleigene Esterasen abzuwarten und erst dann durch Bestrahlung der Zellen die 
npeom-Schutzgruppen zu entfernen. Diese Strategie sollte eine zeitlich und räumlich 
kontrollierbare Freisetzung des biologisch aktiven 2ʼ,3ʼ-c-di-AMPs (28) ermöglichen. 
Um die Anwendung dieses Konzepts zu untersuchen, wurde die Photolyse von 56 als 
10 μM-Lösung in farblosem Nährmedium durchgeführt und mittels analytischer HPLC 
untersuch. Für die Vergleichbarkeit verschiedener Bedingungen wurde die Abnahme der 
Ausgangsverbindungen 56 mit zunehmender Bestrahlungszeit in Betracht gezogen. 
Im Zuge der Probenvorbereitung für die Analyse mittels RP-HPLC war zunächst die Etablierung 
einer geeigneten Extraktionsmethode des Prodrugs 56 aus Nährmedium notwendig. Eine 
gängige Methode für die Extraktion aus Nährmedium, aber auch aus Zelllysat, ist die 
Verwendung von Acetonitril, was bei Zentrifugation in der Kälte eine Phasentrennung ergeben 
sollte. Zwar konnte für den Fall, dass gute Phasentrennung erhalten wurde, eine Extraktion 
von 37% des eingesetzten Materials erzielt werden, jedoch stellte sich regelmäßig keine oder 
eine von Probe zu Probe stark schwankende Phasentrennung ein. Diese Problematik der 
schlechten Reproduzierbarkeit in der Durchführung veranlasste die Suche nach einer 
alternativen Extraktionsmethode. Die häufig für DNA und RNA verwendete Chloroform-
Phenol-Extraktion wurde für das photolabile Prodrug 56 als ungeeignet befunden. Stattdessen 
wurde eine Extraktion mit Ethylacetat/Acetonitril (1:1) entwickelt, welche mit guter 
Reproduzierbarkeit die Extraktion von 46% des eingesetzten Materials ermöglichte und 
zugleich eine strikte Abtrennung von Bestandteilen des Nährmediums erlaubte, die für HPLC-
basierte Analysemethoden ungeeignet sind (Abbildung 51). Als Kontrolle in diesen 
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Lampe bei 312 nm (26.2 nJ/cm2, gemittelt) für bis zu 20 Minuten bestrahlt. Die Auswertung 
der HPLC-Daten (Abbildung 53A) ergab, dass unter diesen Bedingungen eine rasche Spaltung 
von mindestens einer npeom-Gruppe erfolgt. So war nach fünf Minuten 54% und nach 
20 Minuten nur noch 13% der Ausgangssubstanz detektierbar. Allerdings zeigte ein Test zu 
Bestimmung der metabolischen Aktivität von Zellen (MTT-Test), dass die Viabilität von THP-1-
Zellen unter diesen Bedingungen stark beeinträchtigt wurde (Abbildung 53B). 
 

 
Abbildung 53: A) Ergebnisse der analytischen RP-HPLC nach Bestrahlung mit einer UV-Lampe (312 nm) von 56 
über 20 Minuten. B) Durch MTT-Assay bestimmte Viabilität von THP-1-Zellen nach Bestrahlung mit einer UV-
Lampe (312 nm) über 20 Minuten. Die Daten wurden in Kollaboration mit Dilara Özdemir erhoben. 

Die Bestrahlung mit 312 nm war dementsprechend nicht zielführend. Stattdessen wurde eine 
Bestrahlung mit einer anderen UV-Lampe bei 365 nm vorgenommen. Für Bestrahlungen mit 
Wellenlängen dieses Bereichs (350-365 nm) wurden bereits erfolgreiche Anwendung 
photolabiler Prodrugs basierend auf sehr ähnlichen Nitrobenzyl-Schutzgruppen in 
Pflanzenzellen und humanen Brustkrebszellen beschrieben.[241-242] Bestrahlungen des 
Prodrugs 56 mit der zur Verfügung stehenden UV-Lampe (365 nm, 2.54 nJ/cm2) zeigten jedoch 
auch nach 3,5 Stunden keine signifikante Photolyse der npeom-Gruppen (Abbildung 54). Als 
Ursache ist hierfür vermutlich vor allem die verwendete UV-Lampe zu nennen, da 
beispielsweise für die fast 50%ige Photolyse eines o-Nitrobenzyl-basierten Anticancer 
Prodrugs innerhalb von zwölf Minuten eine wesentlich stärkere UV-Lampe (16 mJ/cm2) 
verwendet wurde.[242] 
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CDN-Prodrugs ließen sich relativ schnell und einfach Anpassungen vornehmen, um diesen 
Anforderungen gerecht zu werden. Beispielsweise wäre denkbar, dass sich durch die 
Einführung eines durch Peptidasen abbaubaren Valin-Citrullin (Val-Cit) Linkers mittels Click-
Chemie ein beschleunigter lysosomaler Austritt erzielen lassen könnte.[243] 
Mit der Entwicklung des photolabilen Prodrugs 56 wurde versucht auch CDN-Prodrugs, die im 
Gegensatz zu dem für das mono-SATE-Prodrug verwendeten, desoxygenierten CDN-
Grundgerüst, Hydroxylgruppen an den Zuckereinheiten aufweisen, synthetisch zugänglich zu 
machen. Es wurde jedoch ersichtlich, dass das 2‘,3‘-c-di-AMP-Prodrug nach Photolyse 
aufgrund intrinsischer Instabilität, die aus der Freisetzung einer nukleophilen Funktionalität in 
räumlicher Nähe zu einem Phosphortriester resultiert, für die Anwendung in biologischen 
Systemen ungeeignet ist. Zugleich eröffnet die zeitlich und räumlich kontrollierbare 
Freisetzung einer durch Licht spaltbaren Prodrug Komponente interessante Ansätze für 
zusätzliche Spezifität im Targeting. Die ersten Photolyse-Experimente zeigten allerdings, dass 
entweder ein Bestrahlungssetup mit deutlich höherer Strahlungsintensität (>10 mJ/cm2) bei 
365 nm oder aber die Verwendung von photolabilen Schutzgruppen mit rotverschobenen 
Absorptionsmaximum notwendig ist, um die Zellviabilität weniger stark zu beeinträchtigen. 
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5.1.6 Synthese fluoreszenter cGAMP-Analoga 
 
Abseits von den Synthesen und Studien zu Prodrug-Analoga wurde der synthetische Zugang 
von fluoreszenten cGAMP-Analoga basierend auf Thieno[3,4-d]-pyrimidin untersucht. 
Arbeiten hierzu wurden bereits veröffentlicht und sind mit freundlicher Genehmigung auf den 
folgenden Seiten dargestellt (Copyright 2022, publiziert durch Wiley-VCH GmbH). 
 
Mein Beitrag war die Konzeption der Syntheseroute, die Durchführung der Synthese und 
Entwicklung von Strategien zur Aufreinigung der Zielverbindungen. 
 
 
 
 
 
 
 
 





enzyme belonging to the family of DNA sensors, recognizes a
broad repertoire of DNA species of both foreign (e.g.,
pathogens) and self-origin.[7] Upon binding to dsDNA in the
cytosol, cGAS from bacteria are sensed by STING at the
endoplasmic reticulum (ER),[8] triggering a signaling cascade by
recruiting the kinases TBK1 and IKK, which results in the
activation of interferon regulatory factor 3 (IRF3) and NF-kB.[9]

IRF3 and NF-kB consecutively induce the expression of type-1
interferons (IFN), inflammatory cytokines and other interferon-
stimulated genes (ISGs),[10] leading to a DNA-driven immune
response. Depending on signaling strength, STING also results
in the activation of other cellular processes such as apoptosis
and necroptosis.[11]

The modification of CDNs with fluorescently active moieties
holds great promises for the development of novel activity
assays and emissive probes for following these key compounds
in vivo, in order to deepen our fundamental understanding on
the life cycle of CDNs, including biosynthesis, distribution, and
degradation or recycling. For instance, a fluorescently labeled
ATP analogue based on 2-aminopurine (2AP) was used in the
cGAS-catalyzed formation of a fluorescent CDN (fGAMP) to
characterize the length-dependency of cGAS activity.[12]

Depending on the desired application a drawback of many
emissive nucleoside analogues, including the most prevalently
used 2AP, could be their significant quenching upon incorpo-
ration into oligonucleotides and CDNs.[13] The group of Yitzhak
Tor developed a highly emissive RNA alphabet (thA, thG, thU, thC)
with unparalleled structural isomorphicity to the native purine
and pyrimidine bases derived from thieno[3,4-d]-pyrimidine as
the heterocyclic nucleus. Besides excellent structural isomor-
phicity, good quantum yield (ϕ=0.46) and long excited-state
lifetime (14.8 ns) were reported for thG in H2O. Moreover, thG
was found to show strong visible emission compared to 2AP
even if “sandwiched” by two potential quenching guanosine
residues in an oligonucleotide.[14]

In 2019, the enzymatic synthesis of a 2’3’-CDN bearing the
thG base (2’3’-cthGAMP, 2; Scheme 1) among 32 other CDNs was
published focusing on the substrate specificity of cGAS derived
from human, mouse and chicken as well as immunostimulatory
properties in human peripheral blood mononuclear cells
(PBMCs).[15] One year later, the enzymatic synthesis of thG-
modified derivatives of bacterial 3’3’-c-di-GMP (3’3’-c-di-thGMP
and 3’3’-c-thGGMP) were reported, highlighting their application
in enzymatic assays and ability to induce a type-1 IFN response
in THP-1 cells.[16] Cell experiments require large scales of the
fluorescent, structural isomorph cGAMP mimics, which are hard
to achieve by enzymatic pathways. To date, the organic
synthesis of these compounds, as well as their application for
cellular assays and fluorescent characterization in vivo, are
missing.

Herein, we report the paralleled synthetic access to the
cyclic dinucleotides 2’3’-cthGAMP and 3’3’-cthGAMP (Scheme 1)
based on phosphoramidite and phosphate chemistry, suited for
large scale synthesis. We highlight the differences in affinity of
these CDNs to human and murine STING and focus on the
scope and limitations of 2’3’-cthGAMP for in vivo studies in THP-
1 cells using two-photon excitation microscopy.

Results and Discussion

Synthesis

The paralleled synthesis of 2’3’-cthGAMP (2) and 3’3’-cthGAMP (3)
is depicted in Scheme 1. Starting from the 5’-dimethoxytrityl
(DMTr)- and dimethylformamidino (dmf)-protected thG nucleo-
side 4 (for synthetic details see Shin et al.),[14] TBS-protection did
yield a regioisomeric mixture of the 3’-OTBS (5) and 2’-OTBS (6)
protected nucleosides. Following a modified procedure from
Ching et al.,[17] these were converted to the corresponding
phosphoramidites using commercially available 2-cyanoethyl
N,N,N’,N’-tetraisopropylphosphorodiamidite and pyridinium tri-
fluoroacetate. The resulting 2’- and 3’-phosphoramidites were
not isolated but instead the diisopropylamine functionality was
directly displaced by allyl alcohol with the aid of 5-(benzylthio)-
1H-tetrazole (BTT) activator followed by the t-BuOOH-mediated
oxidation of the P(III)- to the P(V)-species and DMTr-deprotec-
tion in 3% dichloroacetic acid (DCA). In total, the four-step
reaction sequence allowed to generate the allyl- and cyanoeth-
yl-protected 2’-phosphate (7) and 3’-phosphate (8) in 56% yield.
In a similar reaction sequence, commercially available DMT-2‘-
O-TBS-rA(Bz) phosphoramidite was then coupled to the free 5’
OH groups of 7 and 8 with the aid of BTT activator, followed by
oxidation and DMTr deprotection as described before. The
resulting linear coupled dinucleotides were isolated in moder-
ate yields, possessing the desired 2’3’- (9) and 3’3’- (10)
connectivity. The deprotection of the allyl group with sodium
iodide in refluxing acetone gave the alkoxides, which were
cyclized using N-methylimidazole as nucleophilic catalyst, 2,4,6-
triisopropylbenzenesulfonyl chloride (TPSCl) as condensing
agent and molecular sieves (4 Å) as moisture scavenger to yield
11 and 12 in 49% yield over two steps. To minimize the
formation of undesired side products by dimer formation, the
cyclization reaction was carried out in dilute conditions (4 mM
referred to starting material) to promote the intramolecular
reaction. Treatment of 11 and 12 with a 1 :1 mixture of
ammonium hydroxide and methanol followed by triethylammo-
nium fluoride resulted in the deprotection of the nucleobase
protecting groups (dmf, Bz), β-cyanoethyl and silyl groups. After
precipitation in cold acetone the resulting crude product was
purified by reverse-phase HPLCs to separate and purify 2’3’-
cthGAMP (2) and 3’3’-cthGAMP (3) in 13% yield for each CDN.
The correct phosphodiester connectivity was NMR spectroscopi-
cally verified by 1H-31P-HMBC measurements (see Supporting
Information).

Biochemical characterization

With both target compounds in hands, we focused on
evaluating their binding properties to murine and human
STING. At first, we employed differential scanning fluorimetry
(DSF) to determine the binding affinity of synthetic and natural
CDNs to STING proteins by evaluating the difference in melting
temperature of the STING protein with and without ligand
(Supporting Figure S5.1). While 2’3’-cthGAMP shows reduced
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binding-affinity compared to natural 2’3’-cGAMP, the thermal
shift assays revealed, that 3’3’-cthGAMP (3) does not possess
favorable binding affinity to neither murine nor human STING.
As a consequence, we focused on the characterization and
application of 2‘3‘-cthGAMP (2) in the later part of this
publication.

Using isothermal titration calorimetry (ITC; Figure 2), we
found that 2‘3‘-cthGAMP (2) is a less potent binder than natural
2’3’-cGAMP (kD= ~4 nM).[18] It shows a 120- and 4000-fold
reduced affinity to murine STING (mSTING; kD=455 nm) and
human STING (hSTING; kD=15 μm). The thermodynamic param-
eters highlight, that the binding of 2‘3‘-cthGAMP to both
receptors is exergonic (ΔGmSTING=�36.3 kJ/mol, ΔGhSTING=

�27.9 kJ/mol), however with opposite trend for enthalpy and
entropy: binding to mSTING is favorable in terms of entropy
(�TΔSmSTING=�59.3 kJ/mol) and endothermic (ΔHmSTING=

23.4 kJ/mol). In contrast, binding to hSTING was found to be

exothermic (ΔHhSTING=�40.8 kJ/mol) but entropically unfavor-
able (�TΔShSTING=13.1 kJ/mol). Unlike the endothermic binding
process of natural 2’3’-cGAMP to hSTING[18], the data suggests
that binding of 2’3’-cthGAMP might not trigger a full conforma-

Scheme 1. Paralleled synthesis of 2‘3‘-cthGAMP and 3‘3‘-cthGAMP. Products 2’3’-cthGAMP (2) and 3’3’-cthGAMP (3) and synthetic overview. a) TBSCl, imidazole,
pyridine; b) 2-cyanoethyl N,N,N’,N’-tetraisopropylphosphorodiamidite, pyridinium trifluoroacetate, MeCN; c) BTT, allyl alcohol; d) t-BuOOH, then NaHSO3; e) 3%
DCA in DCM; f) DMT-2‘-O-TBS-rA(Bz) phosphoramidite, BTT, MeCN; g) NaI, acetone; h) TPSCl, N�Me-imidazole, THF; i) NH4OH, MeOH; j) NEt3 · 3HF, THF, then
HPLC.

Figure 2. Binding to STING as measured by ITC. ITC curves and thermody-
namic parameters for 2‘3‘-cthGAMP (2) bound to a) murine STING and b)
human STING.
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tional change in STING and, hence, a stabilized enclosure of the
ligand. This observation would be in line with the reduced
affinity of the synthetic compound.

Despite its reduced affinity, we set out next to investigate,
whether binding of 2’3’-cthGAMP still activates STING signaling
and consecutively interferon production. For this, we monitored
the expression of the reporter gene Lucia luciferase in THP-1
DualTM wild type (THP-1 monocytes) cells, which is under the
control of the ISG54 promoter in conjunction with five IRF-
stimulated response elements. Secretion of luciferase and hence
activation of the IFN pathway was quantified by monitoring its
luminescence in response to 2’3’-cGAMP and 2’3’-cthGAMP after
transfection. 2’3’-cthGAMP showed a ~5-fold reduced but
significant IRF activation compared to the natural compound
(Supporting Information Figure S2).

Uptake in THP-1cells

Having verified the biological potency of 2’3’-cthGAMP, we
continued with THP-1 monocyte cells and monitored the
uptake and effect on immune cells by following the fluorescent
signature of the synthetic molecule in vivo. As reported, the
2’3’-cthGAMP features a broad absorption in the UV below
360 nm with a maximum around 315 nm (Figure 3a). Being
excited at 310 nm, a blue photoluminescence was observed.
The emission spectrum has a width of more than 200 nm,
starting around 380 nm upwards with an emission maximum
around 470 nm (Figure 3a). Since excitation sources in the UV
and blue spectral range cause high background when being
used for imaging cells due to scattering and autofluorescence,
we employed two-photon imaging[19] using a pulsed laser
excitation at 774 nm (Supporting Information Figure S5.3a–b).
The fluorescence emission of 2’3’-cthGAMP (2) in water between
400–650 nm clearly showed a quadratic dependence on the
exciting laser power (Supporting Information Figure S5.3c)
confirming the nonlinear nature of the two-photon excitation.

Figure 3b (upper panels) shows the emitted autofluores-
cence of two THP-1 DualTM cell lines, wild type (wt) and STING
knock-out (STING KO), after two-photon excitation in the
spectral range between 417 and 477 nm. Upon the addition of
2’3’-cthGAMP (2) to THP-1 wt cells, we expected an increase in
overall brightness due to the intrinsic fluorescence of the
compound. Instead, we observed a significant change in cell
morphology combined with a strong decrease in emission
(Figure 3c, upper panel, N=91/129). In contrast, THP-1 STING-
KO cells (Figure 3b, lower panel), which do not enter the
consecutive immune response cascade, showed no morpholog-
ical changes but only a slight swelling of the cell volume. Here,
a significant increase in fluorescence intensity after 2’3’-cthGAMP
uptake was monitored (Figure 3c, lower panel, N=85/72). Both
observations suggest, that 2’3’-cthGAMP is successfully taken up
by both cell lines, however with different biological response:
while cellular accumulation of 2’3’-cthGAMP leads to the
expected brightness increase in THP-1 STING KO cells due to
unavailability of the STING receptor and hence missing cellular
response, the uptake in THP-1 wt cells triggered downstream

processes due to activity of 2’3’-cthGAMP. Consecutive changes
in cellular environment could affect the autofluorescent back-
ground, but also alter the photochemistry of the environ-
mentally sensitive 2’3’-cthGAMP compound (see Supporting
Information Figure S5.4.) by cellular interactions, leading to a
decrease in fluorescence (if we anticipate the short time-
window for free 2’3’-cthGAMP diffusion before binding to
STING).

The autofluorescence signature of THP-1 overlaps with the
emission spectrum of 2’3’-cthGAMP (2). To investigate whether
the fluorescence increase observed for THP-1 STING KO cells
can be directly linked to the uptake of 2’3’-cthGAMP (2), we
evaluated the time-correlated single photon counting (TCSPC)
data available for each image pixel in addition to the recorded

Figure 3. Fluorescence microscopy probing the cellular uptake of 2’3’-
cthGAMP in THP-1 cells. a) Absorption (dotted line) and emission spectrum
(solid line) of 52 μM 2’3’-cthGAMP in water after excitation at 310 nm. b-c)
Two-photon images (b) and average cell brightness (c) of THP-1 wt cells
(upper panel) and THP-1 STING-KO cells (lower panel) in absence and
presence of 2’3’-cthGAMP. 2’3’-cthGAMP is biologically active in THP-1 wt cells
leading to morphological changes and brightness decrease. In contrast,
uptake of 2’3’-cthGAMP in STING knockout cells leads to a fluorescence
increase. The emission was recorded between 417–477 nm and evaluated on
average for 70–130 cells per condition. d–f) Phasor analysis of the average
lifetime observed for THP-1 wt cells before (d) and after uptake of 50 μM
2’3’-cGAMP (e) and 200 μM 2’3’-cthGAMP (f). d) Phasor representation of the
fluorescence signature of THP-1 wt cells and free 2’3’-cthGAMP in cell
medium. The angled dotted line (grey) marks the multicomponent
autofluorescent background in THP-1 wt cells. The center positions of the
populations before (pink) and after (cyan) addition of 2’3’-cthGAMP (f) is
marked with dotted lines. e) The addition of the non-fluorescent compound
cGAMP triggers a shift in cellular autofluorescence towards shorter lifetimes
and reduced brightness. f) The addition of 2’3’-cthGAMP leads to an off-axis
shift towards free 2’3’-cthGAMP (along the black line), confirming the
successful uptake.
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brightness information. At first, we recorded two-photon
images of free dye only in solution for comparison and
calibration (Supporting Information Figure S5.4a-b). By analyz-
ing the exponential decay of the TCSPC histograms, we found
an approximately mono-exponential behavior (on long time-
scales) of 16.8 ns for 2’3’-cthGAMP in water, similar to thG in
water (14.8 ns).[14] In buffers, however, we observed a shortened
lifetime of 6.2 ns in PBS and even 4.3 ns in THP-1 cell medium
(Supporting Information Figure S5.4a). Due to this complex
behavior and the multi-exponential nature of cellular autofluor-
escence, we expanded the lifetime evaluation using the phasor
approach[20], which graphically translates the fluorescence life-
time decay into Fourier space (see Supporting Information Note
4.4 for details). This technique enables the detection of small
contributions to a multi-component lifetime mixture.[20a] Here,
mono-exponential decays will be observed on an arc of radius
0.5 with long lifetime components near the origin (0,0), while
short lifetimes are expected to contribute near (1,0). On the
other side, multi-exponential decay pathways or fluorescence
decays of mixed species are expected inside the circle. They are
composed of weighted linear compositions of the contributing
mono-exponential species along the arc and obtained by
vectorial addition of the weighted contributions by each
fluorescence species (Supporting Information Figure S4.2d–f).

When analyzing the TCSPC data by the phasor approach,
2’3’-cthGAMP in PBS and cell medium is characterized by a bi-
exponential, long-lived lifetime lying close to the left half-circle
(Supporting Information Figure S5.4b), compared to the single-
exponential signature of Atto532 in PBS on the circle. For the
uptake of the fluorescent 2’3’-cthGAMP into THP-1 cells, we
expect a mix between the signature of the fluorescent analogue
and the autofluorescence of the cell line. The uptake should be
seen by a shift of the cellular autofluorescence signature
towards the population of the free dye, while for the natural,
non-fluorescent 2’3’-cGAMP no change should occur.

THP-1 wt cells show a short-lived, multi-exponential auto-
fluorescence of about 1.85 ns. Their population lies in the right
half-circle compared to the longer-lived signature of the free
2’3’-cthGAMP in cell medium (Figure 3d). The addition of the
natural analog 2’3’-cGAMP to THP-1 cells triggers a change in
morphology and autofluorescent background. This change is
evident by a shift along the grey dotted line towards shorter
lifetimes and concomitantly reduced brightness. Besides a
decrease of the average lifetime from 1.85 to 1.75 ns (Figure 3e),
no shift towards the free 2’3’-cthGAMP compound (along the
black line) was observed. Upon addition of 2’3’-cthGAMP,
however, a clear shift towards the free fluorescent analog is
observed (Figure 3f), as marked for the center position of
cellular autofluorescent in absence (pink) and presence of 2’3’-
cthGAMP (cyan). The cellular uptake of 2’3’-cthGAMP leads to an
increase in average lifetime (2.05 ns) although a simultaneous
reduction in autofluorescence background and lifetime is
observed. For the STING KO line an identical behavior was
detected (Supporting Information Figure 5.4c). Both findings,
the brightness increase (Figure 3c, lower panel) as well as the
lifetime shift towards the pure compound (Figure 3f) give clear

evidence, that 2’3’-cthGAMP was taken up into THP-1 mono-
cytes.

Conclusion

In summary, we report the first organic synthesis of 2‘3‘-
cthGAMP (2) and 3‘3‘-cthGAMP (3), which feature the fluorescent
thG base. The described synthetic strategy - involving phosphor-
amidite and phosphate chemistry - provides direct access to
large quantities of both immunostimulants and enabled us to
carry out cell feeding experiments with 2‘3‘-cthGAMP (2) as well
as subsequent two-photon microscopy on THP-1 cells. While
biochemical as well as cell-based assays confirmed the bio-
logically activity of the synthetically derived compound, we
further verified its presence in cells using fluorescence imaging
and lifetime. Moreover, our observations show that the
fluorescence lifetime of 2‘3‘-cthGAMP (2) is highly dependent on
its environment suggesting a complex photochemistry for
CDNs in general including the synthesized compound. While
suitable for two-photon excitation microscopy, the cellular
application of the fluorescent 2‘3‘-cGAMP analogue including
intracellular tracking and downstream monitoring is strongly
dependent on the autofluorescence of the chosen cell line,
which creates an additional cell dependent detection limit. The
decreased binding affinity of 2‘3‘-cthGAMP (2) to human STING
in combination with high EC50 values[15] indicate substantial
shortcomings which need to be addressed in the future.
Nevertheless, as second messengers with diverse roles in both
prokaryotes and eukaryotes, both fluorescent cthGAMP ana-
logues may well serve for enzymatic assays/screening assays for
inhibitors of CDN metabolism enzymes facilitating the develop-
ment of therapeutics that target the cGAS-STING signaling
pathway.

Experimental Section

Detailed experimental procedures during the synthesis and charac-
terization of the fluorescent dinucleotides, protein purification of
murine and human STING receptors, cell culturing, and advanced
fluorescence microscopy are provided in the Supporting Informa-
tion.
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5.2 Prodrugs von cAzadC 
 
Neben dem Design und der Synthese von Prodrugs basierend auf CDNs sollte im Rahmen 
dieser Arbeit auch das Monophosphat von cAzadC mit Prodrug-Motiven modifiziert werden. 
Die Beweggründe für die Erforschung von cAzadC-Prodrugs werden nachfolgend aufgezeigt. 
Wie bereits in der Einleitung beschrieben, weist die durch Ersetzen des Ribosesauerstoffs mit 
einer Methylen-Einheit erhaltene Variante cAzadC gegenüber Decitabin eine deutlich höhere 
Stabilität gegenüber Hydrolyse bei gleichzeitigem Erhalt der DNMT-hemmenden Wirkung 
auf.[171] Neben Verbesserungen bezüglich der Stabilität, deuten bisher unveröffentlichte 
Studien der Gruppe von Prof. Carell darauf hin, dass eine verringerte Toxizität bei 
vergleichbarer Senkung der mdC-Level durch Anwendung von cAzadC erreicht werden kann. 
Im direkten Vergleich zu Decitabin musste jedoch festgestellt werden, dass stets größere 
Mengen in der Zellkultur als auch im Mausmodell verabreicht werden mussten, um 
vergleichbare Effekte wie bei Decitabin zu erzielen. Dies ließ auf eine langsamere Umsetzung 
zum biologisch aktiven Triphosphat und somit geringere Bioverfügbarkeit im Falle des 
carbozyklischen Derivats schließen. Um diese unerwünschte Eigenschaft zu beheben und die 
DNA-Inkorporation sowie damit die Aktivität des cAzadCs weiter zu verbessern, wurde die 
Synthese von Prodrugs angestrebt. Nachfolgend wird der synthetische Zugang zu drei 
cAzadC-Monophosphat (cAzadCMP)-Prodrugs basierend auf einem ProTide- (70) und zwei 
CycloSal- (71, 72) Motiven diskutiert (Abbildung 55) und deren Eignung durch Untersuchung 
der resultierenden mdC-Level in verschiedenen Krebszelllinien evaluiert. 

 
Abbildung 55: Chemische Strukturen der designten cAzadCMP-Prodrugs basierend auf dem ProTide-
beziehungsweise CycloSal-Konzept. 

 



Resultate und Diskussion 

 
72 

5.2.1 Synthese von cAzadC-Prodrugs 
 
Ausgehend von cAzadC, welches in 14 Stufen von kommerziell erhältlichem (−)-Vince Lactam 
nach literaturbekannten Vorschriften synthetisch zugänglich ist,[171, 244] wird nachfolgend 
zunächst die Synthese eines Monophosphat-Pronukleotids basierend auf dem ProTide-Motiv 
beschrieben. Allgemein gehören Phosphoramidat-Prodrugs zu den am häufigsten für klinische 
Studien zugelassenen Nukleotid-Prodrugs, weisen häufig exzellente präklinische 
Eigenschaften auf und werden unter anderem aufgrund ihrer relativ einfachen Darstellung 
häufig in der Medizinalchemie verwendet.[182, 245] Es sind überwiegend drei Methoden der 
Synthese beschrieben, welche die Umsetzung des Nukleosids in das entsprechende ProTide 
ermöglichen. Diese Methoden umfassen die Kupplung einer Aminosäure an ein zuvor 
hergestelltes Nukleosid Arylphosphate, die Kupplung des Nukleosids mit einem Diarylphosphit 
und anschließender oxidativer Aminierung oder die direkte Kupplung des Nukleosids mit 
einem Phosphorochloridat-Reagenz.[174] 
Im Zuge dieser Arbeit wurde eine dem Sofosbuvir analoge Phosphoroxyarylamidat-Einheit 
basierend auf einem L-Alanin-isopropylester am cAzadC etabliert. Hierfür wurde die 
Synthesestrategie der Verwendung eines Phosphorochloridat-Reagenzes 
verfolgt (Schema 12). 
 

 
Schema 12: Synthese des cAzadCMP-ProTides 70 durch Dimethylaluminiumchlorid-vermittelte 
5‘-Phosphorylierung. 

Das entsprechende Phosphoroxyarylchloridat[246-247] 74 wurde ausgehend vom Hydrochlorid-
Salz des L-Alanin-isopropylesters (73) durch Umsetzung mit Phenyldichlorophosphat und 
Triethylamin in guter Ausbeute erhalten. Für die anschließende Kupplung an das cAzadC-
Nukleosid (21), welches von Corinna Sommermann zur Verfügung gestellt wurde, wurde 
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zunächst eine häufig verwendete Methode mit tert-Butylmagnesiumchlorid (t-BuMgCl),[174] 
welche beispielsweise für die erfolgreiche Synthese von ProTides ausgehend von Cytidine[248] 
und 2‘-Methyl-4‘-azidocytidin[249] genutzt wurde, unter Verwendung verschiedener 
Reaktionsbedingungen getestet. Jedoch wurde bei keinem Ansatz mehr als analytische Spuren 
des gewünschten Produkts erhalten. In den meisten Fällen wurde hauptsächlich das 
Startmaterial cAzadC zurückgewonnen, wohingegen bei der Verwendung von mehr 
Äquivalenten des Phosphorochloridats überwiegend das zweifach phosphorylierte Produkt 
resultierte. Die wohl gängigste Alternative zu der Verwendung von t-BuMgCl ist die 
N-Methylimidazol-basierte Kupplung, welche jedoch im Fall von Cytidin-Derivaten aufgrund 
der einhergehenden, partiellen N4-Phosphorylierung kaum Anwendung findet.[174, 248, 250] 
Stattdessen führte eine Methode mit Dimethylaluminiumchlorid nach Simmons et al.[251] zum 
Erfolg, welche eine hohe Selektivität für die 5‘-Phosphorylierung ermöglichte und weiterhin 
ohne die Verwendung von Schutzgruppenchemie auskam. Da es sich um keine 
diastereoselektive Syntheseroute handelt, wurden nach Säulenchromatographie zwei 
Diastereomere in einem Verhältnis von nahezu 1:1 erhalten, von denen aufgrund der 
enzymatischen Prozessierung der ProTide-Motive unterschiedliche in vitro Potenzen zu 
erwarten waren.[191-192] Um beide Diastereomere getrennt voneinander untersuchen zu 
können, wurde eine Methode für RP-HPLC mit einem Gradienten von steigendem MeCN-
Gehalt in H2O (15% → 25%) über 45 Minuten entwickelt, welche die Trennung und Isolation 
der cAzadC-ProTides 70a (tR = 43 Minuten)und 70b (tR = 45 Minuten) ermöglichte. 
 

 
Abbildung 56: Struktur, 400 MHz 1H-NMR- und 162 MHz 31P-NMR-Spektren des ProTide-Diastereomers 70a. 
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Um die erfolgreiche Synthese des gewünschten cAzadC-ProTides 70 zu verifizieren, wurden 
beide Diastereomere vollständig mittels HRMS- und NMR-Spektroskopie 
charakterisiert (repräsentativ gezeigt für 70a, Abbildung 56). Die korrekte 
5‘-Phosphorylierung konnte durch 1H-31P-HMBC bestätigt werden (repräsentativ gezeigt für 
70a, Abbildung 57). 
 

 
Abbildung 57: Überprüfung der korrekten Konnektivität an 5‘-Position von 70a mithilfe von 1H-31P-HMBC. 

Neben einem ProTide-basierten Prodrug sollten Prodrug-Varianten, welche auf dem CycloSal-
Konzept beruhen, synthetisch zugänglich gemacht werden. Hierbei wurde zunächst die 
Synthese eines möglichst simplen CycloSal-Prodrugs (71) angestrebt, welches im Gegensatz 
zu einem ProTide nicht enzymatisch, sondern unter physiologischen Bedingungen 
ausschließlich durch chemische Hydrolyse zum cAzadCMP umgesetzt wird. Ausgehend vom 
freien Nukleosid sind zwei Synthesestrategien für die Darstellung von CycloSal-Produgs 
beschrieben. Die erste Methode basiert auf Phosphor(III)-Chemie, bei der zyklische 
Saligenylchlorophosphane zunächst aus sterischen Gründen überwiegend mit der leichter 
zugänglichen 5‘-OH-Gruppe eines Nukleosids umgesetzt und anschließend oxidiert werden. 
Die zweite Möglichkeit beruht auf Phosphor(V)-Chemie und erfordert die Darstellung eines 
Nukleosid-5‘-O-phosphodichloridats durch Umsetzung des Nukleosids mit 
Phosphoroxychlorid sowie eine nachfolgende Reaktion mit einem Salicylalkohol. Meier et al. 
berichteten jedoch, dass bei der Anwendung der zuerst beschriebenen Methode deutlich 
bessere Ausbeuten erzielt werden konnten.[252] 
Den Protokollen der Gruppe von Prof. Chris Meier folgend,[252-253] wurde Salicylaldehyd 75 
durch Reduktion mit NaBH4 in guter Ausbeute zu Salicylalkohol 76 umgesetzt. Die 
anschließende Reaktion mit Phosphortrichlorid ergab das entsprechende zyklische 
Saligenylchlorophosphan 77, welches durch Destillation unter striktem Ausschluss von 



Resultate und Diskussion 

 
75 

Feuchtigkeit und Luftsauerstoff aufgereinigt und in moderater Ausbeute isoliert werden 
konnte. Durch eine Reaktionssequenz bestehend aus Umsetzung von cAzadC (21) mit 77 und 
anschließender Oxidation mit TBHP wurde das CycloSal-Produg 71 generiert (Schema 13). 
 

 
Schema 13: Synthese des cAzadCMP-CycloSals 71 durch Umsetzung von cAzadC 21 mit dem zyklischen 
Chlorophosphit 77. 

Da es sich bei dem Produkt 71 abermals um einen Phosphortriester handelte, wurden zwei 
Diastereomere in einem Verhältnis von nahezu 1:1 erhalten und dies durch NMR-
Spektroskopie bestätigt (Abbildung 58). Eine Trennung der Diastereomere mittels RP-HPLC 
gelang jedoch nicht. Da die Synthese ohne Schutzgruppenchemie am Nukleosid durchgeführt 
wurde, war die Bildung von Nebenprodukten zu beobachten. Beispielsweise wurde das 
3‘-O-CycloSal modifizierte Derivat in geringen Mengen (2%) bei der HPLC-Aufreinigung isoliert. 
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Abbildung 58: Struktur, 400 MHz 1H-NMR- und 162 MHz 31P-NMR-Spektren des Diastereomerengemischs von 
CycloSal-Produgs 71. 

Die Verwendung eines CycloSal-Motivs bringt Vor- und Nachteile mit sich. Zum Beispiel ist die 
Anwendung von CycloSal-Prodrugs größtenteils von der Art des Zelltyps unabhängig, da die 
Freisetzung nicht auf Enzyme angewiesen ist, welche je nach Zelltyp unterschiedlich stark 
exprimiert sein können. Dieser Vorteil geht allerdings mit der Problematik einher, dass die 
Abspaltung des Prodrug-Motivs sowohl innerhalb als auch außerhalb der Zelle in 
vergleichbarem Maße stattfinden kann. Lediglich Unterschiede des pH-Werts innerhalb und 
außerhalb der Zelle können sich signifikant auf die Spaltungseffizienz von CycloSal-Motiven 
auswirken, da die Halbwertszeit der Hydrolyse mit zunehmenden pH-Wert drastisch sinkt. Für 
das zuvor beschriebene CycloSal-Motiv an einem 2‘,3‘-Dideoxy-2‘,3‘-didehydrothymidin 
wurde beispielsweise bei pH = 6.9 eine Halbwertszeit von 24.5 Stunden bestimmt, 
wohingegen bei pH = 7.3 die Halbwertszeit auf 4.5 Stunden und bei pH = 8.9 auf 1.1 Stunden 
verkürzt war.[252] In gesunden Zellen ist der intrazelluläre pH-Wert (pHi ≈ 7.2) streng durch 
Ionentransporter in der Zellmembran reguliert[254] und ist dem extrazellulären 
pH-Wert (pHe ≈ 7.4) sehr ähnlich, wobei der pH-Gradient eine extrazelluläre Spaltung des 
CycloSal-Motivs begünstigt. In Krebszellen ist dagegen der pH-Gradient invertiert (pHi ≈ 7.3 – 
7.6, pHe ≈ 6.8 – 7.0),[255] was die intrazelluläre Freisetzung begünstigen sollte und 
dementsprechend interessant für die Anwendung von CycloSal-Prodrugs in Krebszelllinien ist. 
Neben der pH-Abhängigkeit beeinflusst vor allem die Stabilität des CycloSal-Motivs gegenüber 
Hydrolyse maßgeblich die Freisetzung von Monophosphaten aus CycloSal-Prodrugs. 
Besonders bei geringer Stabilität der CycloSal-Einheit ist eine rasche extrazelluläre Hydrolyse 
des Prodrugs schon während der Einstellung eines Konzentrationsgleichgewichts über die 
Zellmembran möglich. Im Gegensatz dazu führt eine hohe Stabilität des CycloSal-Motivs zu 
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einer deutlich verlängerten Halbwertszeit bei der Abspaltung des Prodrug-Motivs. Die 
Stabilität der CycloSal-Einheit gegenüber Hydrolyse kann maßgeblich durch die Wahl von 
Substituenten am aromatischen System beeinflusst werden. So erleichtern allgemein 
elektronenziehende Substituenten den nukleophilen Angriff von Wasser auf das 
Phosphoratom, wohingegen elektronenschiebende Substituenten diesen Angriff und somit 
die Freisetzung erschweren. 
Um zielgerichteter eine intrazelluläre Spaltung von CycloSal-Prodrugs zu ermöglichen, 
entwickelte Chris Meier et al. sogenannte Lock-In-modifizierte CycloSal-Varianten.[256-257] 
Diese Verbindungen enthalten geminale Dicarboxylate oder Acetoxyvinyl 
Gruppen (Abbildung 59). Im Gegensatz zu dem zuvor beschriebenen CycloSal-Konzept, 
erlauben diese Varianten eine intrazelluläre Aktivierung durch Esterasen. Als Konsequenz der 
enzymatischen Spaltung werden polare Funktionalitäten freigesetzt, was die Diffusion dieser 
CycloSal Phosphattriester zurück in den extrazellulären Raum hemmt. Neben diesem Lock-In-
Effekt werden darüber hinaus durch die enzymatische Umsetzung stark elektronenziehende 
Gruppen wie Formyl- oder Acetyl-Einheiten generiert, was in einer beschleunigten Freisetzung 
des Monophosphats durch Hydrolyse resultieren sollte.[256-257] 
 

 
Abbildung 59: Enzym-vermittelte Umsetzung der Lock-In-CycloSal-Motive basierend auf A) einem geminalen 
Dicarboxylat oder B) einer Acetoxyvinyl Gruppe. Frei adaptiert nach Gisch et al.[256-257] 

Für den synthetischen Zugang zu dem Lock-In-CycloSal-Prodrug 72 wurde den Protokollen von 
Chris Meier et al. folgend zunächst ausgehend von p-Acetophenol (78) durch 
Chloromethylierung und anschließende nucleophile Substitution der Salicylalkohol 79 
generiert (Schema 14). Die Hydroxygruppen wurden als tert-Butyldiphenylsilyl (TBDPS) Ether 
unter Verwendung von TBDPSCl und Imidazol geschützt. Die erhaltene Verbindung 80 konnte 
bei der säulenchromatographischen Aufreinigung nur in analytischen Mengen in Reinform 
erhalten werden und wurde größtenteils mit tert-Butyldiphenylsilanol als Verunreinigung 
erhalten. Durch quantitatives NMR unter Verwendung von 1,3,5-Trimethoxybenzol als 
internen Standard wurde die tatsächliche Stoffmenge von 80 bestimmt und ohne weitere 
Aufreinigung mit Isopropenylacetat und p-Toluolsulfonsäure in das entsprechende 
4-(1-Acetoxyvinyl)-Derivat 81 umgesetzt. Abermals konnte das Produkt im präparativen 
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Maßstab nicht durch Säulenchromatographie sauber isoliert werden. Das co-eluierende 
Nebenprodukt wurde als tert-Butyldiphenylsilylacetat identifiziert, die Ausbeute von 81 
mittels quantitativer NMR-Analytik ermittelt und ohne weitere Aufreinigung verwendet. Nach 
der Entschützung der Silyl-Schutzgruppen mit Triethylamintrihydrofluorid wurde der 
Salicylalkohol 82 in guter Ausbeute erhalten, welcher mit Phosphortrichlorid in das 
entsprechende zyklische Chlorophosphit 83 umgesetzt werden konnte. 

 

 
Schema 14: Synthese des für die Darstellung des Lock-In-CycloSal-Prodrugs benötigte Chlorophosphits 83 
ausgehend von p-Acetophenol (78). 

Das Lock-In-CycloSal-Prodrug 72 wurde anschließend durch eine Reaktionssequenz bestehend 
aus Umsetzung von cAzadC (21) mit 83 und anschließender Oxidation mit TBHP 
generiert (Schema 15). Für die erste Aufreinigung wurde zunächst eine Normalphasen-
Säulenchromatographie durchgeführt und anschließend die zwei diastereomeren 
Phosphortriester 72a und 72b mittels RP-HPLC weiter aufgereinigt und voneinander getrennt. 
 

 
Schema 15: Synthese des cAzadCMP-Lock-In-CycloSals 72 durch Umsetzung von cAzadC (21) mit dem zyklischen 
Chlorophosphit 83. 
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5.2.2 Biologische Evaluierung der cAzadC-Prodrugs 
 
Nach der erfolgreichen Etablierung der synthetischen Zugänge zu den verschiedenen 
cAzadC-Prodrugs wurde anschließend deren Wirksamkeit in unterschiedlichen Zelllinien 
getestet. Hierfür wurden die Prodrugs in der Zellkultur verfüttert und nach 72 Stunden die 
genomische DNA (gDNA) der Zellen isoliert. Um den hypomethylierenden Effekt der Prodrugs 
zu untersuchen, wurde die gDNA einem Protokoll von Schiffers et al. folgend vollständig 
verdaut[258] und mittels UHPLC-MS/MS die mdC-Level quantifiziert. Die relativen mdC-Level 
pro dG wurden dabei mit den Resultaten bei Fütterung von Decitabin und cAzadC verglichen.  
Im Fokus der Untersuchungen stand zunächst die Evaluierung der Prodrugs zur Behandlung 
von AML. Dementsprechend wurden alle drei Prodrugs in der AML-Zelllinie MOLM-13 
getestet. Der Vergleich des CycloSal-Prodrugs 71 mit Decitabin (20) und cAzadC (21) zeigte, 
dass 71 in der Lage ist die mdC-Level ähnlich wie cAzadC (21) zu senken (Abbildung 60). 
Besonders bei höheren Konzentrationen (3.0 μM) wurde ein zu der Fütterung von 3.0 μM 
cAzadC (21) ähnlicher Wert für mdC/dG erhalten. Für die Diastereomere des ProTides 70a und 
70b wurde hingegen keine hypomethylierende Wirkung im MOLM-13 beobachtet, was darauf 
schließen lässt, dass es für dieses Prodrug-Motiv in der genannten Zelllinie zu keiner 
intrazellulären Freisetzung des cAzadC-Monophosphats kommt. 
 

 
Abbildung 60: Relative mdC-Level pro dG für MOLM-13 Zellen nach Fütterung und Inkubation für 72 Stunden mit 
Decitabin (20, rot), cAzadC (21, gelb), CycloSal 71 (grün) und den Diastereomeren des ProTides 70 (blau). Die 
Daten wurden in Kollaboration mit Tina Aumer erhoben. 

Aufgrund der Beobachtungen, welche die Schlussfolgerung erlauben, dass das 
CycloSal- gegenüber dem ProTide-Konzept besser geeignet ist um hypomethylierend in 
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MOLM-13 Zellen zu wirken, wurde versucht das CycloSal-Prodrug zu verbessern. Es wurde 
daraufhin das bereits beschriebene Lock-In-CycloSal 72 synthetisiert und ebenfalls in 
MOLM-13 Zellen getestet (Abbildung 61). Die Daten zeigen deutlich, dass 72 nahezu auf 
gleiche Weise zu einer Reduktion der mdC-Level führt wie das freie cAzadC-Nukleosid (21). 
Dies stellt damit eine marginale Verbesserung gegenüber dem CycloSal 71 dar, was den 
synthetischen Mehraufwand für 72 nicht rechtfertigt. 
 

 
Abbildung 61: Relative mdC-Level pro dG für MOLM-13 Zellen nach Fütterung und Inkubation für 72 Stunden mit 
Decitabin (20, rot), cAzadC (21, gelb) und den Diastereomeren des Lock-In-CycloSals 72 (grün). Die Daten wurden 
in Kollaboration mit Tina Aumer erhoben. 

Um das CycloSal-Prodrug 71 sowie die ProTides 70a und 70b weiter zu untersuchen, wurden 
diese in Lungenkrebszelllinien A549 (Abbildung 62A) und Calu3 (Abbildung 62B) getestet. 
Dabei wurde ersichtlich, dass das CycloSal-Prodrug 71 bei einer eingesetzten Konzentration 
von 3.0 μM den hypomethylierenden Effekt von cAzadC (21) und im Fall der Zelllinie A549 
sogar von Decitabin (20) übertreffen konnte. Für das ProTide 70 wurde wie bei MOLM-13 für 
beide Diastereomere keine Hypomethylierung gegenüber den unbehandelten 
Zellen (Kontrollen H2O und DMSO) beobachtet. 
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Abbildung 62: Relative mdC-Level pro dG für A) A549 und B) Calu3 Zellen nach Fütterung und Inkubation für 
72 Stunden mit Decitabin (20, rot), cAzadC (21, gelb), CycloSal 71 (grün) und den Diastereomeren des ProTides 
70 (blau). Die Daten wurden in Kollaboration mit Tina Aumer erhoben. 

Da das verwendete ProTide-Motiv angelehnt an das erfolgreiche Prodrug Sofosbuvir in 
Leberzellen erfolgreich gespalten werden sollte, wurde ProTide 70 auch in der 
Leberkrebszelllinie HuH7 untersucht (Abbildung 63). Für eines der beiden 
Diastereomere (70b) wurde dabei ein konzentrationsabhängiger, hypomethylierender Effekt 
beobachtet. 
 

 
Abbildung 63: Relative mdC-Level pro dG für HuH7 Zellen nach Fütterung und Inkubation für 72 Stunden mit den 
Diastereomeren des ProTides 70 (blau). Die Daten wurden in Kollaboration mit Tina Aumer erhoben. 
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5.2.3 Ausblick zu cAzadC-Prodrugs 
 
Im Rahmen dieser Arbeit konnten drei Monophosphat-Prodrugs für cAzadC synthetisiert, in 
Zellkultur an Krebszelllinien von Blut, Lunge und Leber biologisch evaluiert und mit cAzadC 
sowie Decitabin verglichen werden. Das Ziel, die benötigte Dosis von cAzadC durch 
Anwendung des Prodrug-Konzepts signifikant zu verringern und dabei die Methylierungslevel 
von dC auf vergleichbare Weise zu senken, konnte dabei für alle drei Kandidaten in Zellkultur 
nicht erreicht werden. Das ProTide 70 zeigte weder in Blut- noch Lungenkrebszellen eine 
hypomethylierende Wirkung und konnte nur in einer Leberkrebszelllinie bei hohen 
Konzentrationen einen Effekt erzielen. Vergleichende Studien mit cAzadC (21) und 
Decitabin (20) stehen hierfür jedoch noch aus. Einen vielversprechenden Prodrug-Kandidaten 
stellt das CycloSal-Prodrug 71 dar, dessen weiterführende Evaluierung Teil zukünftiger 
Forschung sein wird. Bei der Untersuchung der Lock-In-Variante 72 musste festgestellt 
werden, dass nur eine geringfügige Verbesserung gegenüber dem CycloSal-Prodrug 71 erzielt 
werden konnte. 
Da die angewendeten Prodrug-Strategien ein breites Spektrum gängiger 
Freisetzungsmechanismen basierend auf Esterasen, Phosphoramidasen und/oder chemischer 
Metastabilität abdecken, erscheint die Synthese von weiteren Derivaten der Monophosphat-
Prodrugs zunächst nicht zielführend. Stattdessen sind Nachforschungen erstrebenswert, 
welche die Hintergründe dieser Beobachtungen aufdecken. Die Erkenntnisse dieser Arbeit 
deuten an, dass die zu erwartenden Unterschiede in der enzymatischen Phosphorylierung von 
cAzadC und Decitabin nicht die alleinige Ursache für die unterschiedliche Performance der 
beiden DNMT-Inhibitoren darstellt. Es ist denkbar, dass das Triphosphat von cAzadC durch 
DNA-Polymerasen schlechter als Substrat akzeptiert und eingebaut wird, als dies für das 
Decitabin-Triphosphat der Fall ist. Unter diesen Umständen könnte der Einbau des cAzadCTPs 
selbst der limitierende Faktor sein und ließe sich nicht durch Monophosphat-Prodrugs 
überwinden. Um jedoch zunächst mangelnde Funktionalität der synthetisierten Prodrugs 
auszuschließen zu können, sind Untersuchungen zur intrazellulären Metabolisierung der 
Verbindungen zu unterschiedlichen Zeitpunkten nach Fütterung durch Extraktionen des 
Flüssigkeitspools der Zellen essentiell. Darüber hinaus wären vergleichende Studien zur 
Kinetik der enzymatischen Phosphorylierung von Decitabin (20) und cAzadC (21) von 
Interesse. Zuletzt bleibt zu erwähnen, dass sich die beschriebenen Beobachtungen aus der 
zweidimensionalen Zellkultur nicht zwingend auf die Wirkungsweise im Gewebe eines 
Organismus übertragen lassen.[259-260] Dementsprechend kann zu diesem Zeitpunkt nicht 
ausgeschlossen werden, dass Prodrug-Kandidaten wie das CycloSal-Prodrug 71, welches in 
Zellkultur zu ähnlichen Resultaten wie cAzadC führt, in vivo eine im Vergleich deutlich 
verstärkte Reduktion der mdC-Level bei gleicher Dosierung erzielt. Diese Frage bleibt somit 
Gegenstand zukünftiger Forschung. 
 



Experimenteller Teil 

 
83 

6 Experimenteller Teil 
6.1 Chemische Materialien und Methoden 
 

Trockene Lösemittel und Reagenzien wurden von kommerziellen Anbietern wie Sigma-
Aldrich, Acros Organics, Carbosynth, TCI Europe, ABCR, VWR und Alfa Aesar erworben und 
ohne weitere Aufreinigung verwendet. Vollentsalztes Wasser wurde vor der Verwendung 
über ein Milli-Q Plus System von Merck Millipore gereinigt. 
Sofern nicht anders angeben, wurden alle Reaktionen magnetisch gerührt sowie in 
ausgeheizten (Heißluftföhn, 550 °C) Glasreaktionsgefäßen und unter einer Schutzatmosphäre 
aus Argon durchgeführt. Für Reaktionen bei erhöhten Temperaturen wurden Ölbäder und 
elektrische Heizplatten verwendet. Für Reaktionen bei tiefen Temperaturen kamen entweder 
Eis in Wasser (0 °C), Trockeneis in Aceton (−78 °C) oder Trockeneis in Acetonitril (je nach 
Menge des verwendeten Trockeneises für Temperaturen zwischen −20 °C und −60 °C) zum 
Einsatz. Angegebene Reaktionstemperaturen beziehen sich auf die externe Badtemperatur. 

Beim Ansetzen von Reaktionen wurden für das Überführen von flüssigen Reagenzien und 
Lösungsmitteln Kanülen und Spritzen verwendet, die zuvor mit Inertgas gespült wurden. Über 
Na2SO4 oder MgSO4 trocknen, impliziert die Zugabe und das Rühren einer angemessenen 
Menge wasserfreiem Salz zur organischen Phase nach der wässrigen Aufarbeitung sowie die 
anschließende Entfernung des Trockenmittels per Filtration und Spülen des Filterkuchens mit 
zusätzlichem Lösemittel. Die Aufreinigung mittels Säulenchromatographie wurde bei 
erhöhtem Druck mit Merck Geduran Si 60 (40 – 63 μm) Silica Gel durchgeführt. Geeignete 
Lösemittelsysteme wurden vorab über Dünnschichtchromatographie (DC, Silica Gel 60-F254 
Platten von Merck) bestimmt. Auch für die Kontrolle des Reaktionsfortschritts, die Analyse der 
Fraktionen aus der Säulenchromatographie und die Messung von Rf-Werten wurde die DC 
verwendet. Die Auswertung der DC erfolgte über Fluoreszenzlöschung unter UV-
Licht (λ1 = 254 nm, λ2 = 366 nm) und/oder durch Färbung mit Lösungen von KMnO4 (3 g 
KMnO4, 20 g K2CO3, 5 mL 5%ige, wässrige NaOH, 300 mL H2O) oder p-Anisaldehyd (3.7 mL p-
Anisaldehyd, 135 mL EtOH, 5 mL konz. H2SO4, 1.5 mL konz. AcOH).  

Als zusätzliche Methode der Reaktionskontrolle oder der Analyse der Fraktionen aus der 
Säulenchromatographie wurde ein RP-LC-MS (Reversed Phase Liquid Chromatography Mass 
Spectrometry) System eingesetzt. Die isolierten Verbindungen oder Reaktionsgemische 
wurden in Acetonitril und Wasser gelöst und in ein LC-MS System von Thermo Fisher injiziert. 
Dieses war aus einem DIONEX UltiMate 3000 HPLC System (Pumpe, Auto Sampler, 
Säulenkompartiment und diode array detector) und einem ESI-MS basierten MSQ Plus single-
quadrupole mass spectrometer aufgebaut und ermöglichte Direktinjektionen und RP-
säulenchromatographische Methoden mittels einer Hypersil Gold C18 Selektivitätssäule (100 
× 2.1 mm).  
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Für die RP-HPLC (Reversed Phase High Perfomance Liquid Chromatography) Analyse und 
präparative Aufreinigung von sehr polaren oder über Normalphasen-Chromatographie 
schwer trennbaren Substanzen wurden folgende Geräte und Flussraten verwendet: 
 
Analytische HPLC: Agilent Technologies 1260 Infinity II bestehend aus 1260 Flexible Pump, 
1260 Vialsampler und 1260 MWD sowie einer EC 250/4 NUCLEODUR 100-3 C18ec Säule von 
Macherey-Nagel mit einer Flussrate von 0.5 mL/min. 
 
Präparative HPLC: Agilent Technologies 1260 Infinity II bestehend aus 1260 Quat Pump VL, 
1260 man. Inj. und 1260 MWD sowie einer VP 250/10 NUCLEODUR 100-5 C18ec Säule von 
Macherey-Nagel mit einer Flussrate von 5.0 mL/min. 
 
Für die Durchführung von analytischer als auch präparativer HPLC kamen unterschiedliche 
Eluentensysteme zum Einsatz. Diese werden in nachfolgender Tabelle zusammengefasst: 
 

Name d. Eluentensystems Eluent A Eluent B 
Ungepuffert H2O MeCN 
Zusatz von TFA H2O + 0.1 Vol.-% TFA MeCN + 0.1 Vol.-% TFA 
Triethylammoniumacetat 0.1 M NEt3/HOAc in H2O 0.1 M NEt3/HOAc in 80% MeCN 

 
Geeignete Eluentensysteme sowie Elutionsgradienten wurden zunächst für die 
entsprechenden Produkte auf einer analytischen HPLC optimiert und anschließend für die 
semipräparative Aufreinigung verwendet und/oder geringfügig angepasst. 
 
Nuclear Magnetic Resonance (NMR) Spektroskopie: 1H-NMR- und 13C-NMR-Spektren sowie 
2D-Spektren (COSY, HSQC, HMBC) wurden soweit nicht spezifiziert, bei Raumtemperatur von 
der NMR-Abteilung der Ludwig-Maximilians-Universität München, Department Chemie (Haus 
F), an einem Bruker ARX 300, Varian Inova 400, Varian VXR400S und an einem Bruker ARX 600 
oder selbstständig an einem Bruker Ascend 400 gemessen. Die chemische Verschiebung (δ) 
wird nach allgemeingültiger Konvention in parts per million (ppm) tieffeldverschoben zum 
Standard Tetramethylsilan (TMS) angegeben und relativ zum verbleibenden undeuterierten 
Lösungsmittel als internen Standard nach Gottlieb et al.[261] referenziert. Die Multiplizität der 
Signale wird als s (Singulett), d (Dublett), t (Triplett), q (Quartett), p (Pentett), h (Heptett), 
m (Multiplett) und deren Kombinationen angegeben. Die Multiplizitäten können durch die 
voranstehende Abkürzung br (breit) ergänzt werden. Kopplungskonstanten (J) in 1H-Spektren 
beziehen sich, falls nicht anders angegeben auf 3J-1H,1H-Kopplungen und sind in Hertz (Hz) 
angegeben. Im Fall von phosphorhaltigen Substanzen beziehen sich Kopplungskonstanten in 
13C-Spektren auf 13C,31P Kopplungen und sind in Hz angegeben. Bei der Analyse von 
Diastereomergemischen aus zwei Diastereomeren D1 und D2 sind sofern nicht anders 
angegeben für 1H- und 13C-Spektren zusammengehörige Signale zusammengefasst (z.B. 2s, 2d, 
2t, 2m für zwei unmittelbar nebeneinanderliegender Signale der entsprechenden 
Multiplizität). Für die Diastereomerengemische für die D1/D2 = 1:1 nicht gilt, wurden darüber 
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hinaus für 1H-NMR Spektren die Integrale so normiert, dass eine Angabe der Protonenanzahl 
in ganzen Zahlen erfolgen kann. 
Zur Auswertung der NMR-Spektren wurde die Software MestreNova von Mestrelab Research 
S.L.K in den aktuellsten Versionen verwendet. Die angegebenen Nummerierungen sowie die 
Nomenklatur der untersuchten Verbindungen sind zum einfacheren Verständnis nicht 
zwangsläufig im Einklang mit IUPAC. Um unerwünschten Reaktionen der zu untersuchenden 
Substanzen mit möglichen Säureresten in CDCl3 vorzubeugen, wurde in das 
Lösemittelbehältnis etwas basisches Aluminiumoxid gegeben. Im Fall, dass die Menge des 
isolierten Produkts nicht für ein 13C-NMR mit einem hohen Signal-zu-Rausch Verhältnis 
ausreichend war, wurden 2D-NMR Spektren (HSQC, HMBC) verwendet um die 13C Signale zu 
detektieren. Produkte, die sich aus mehr als zwei Diastereomeren zusammensetzten oder 
deren Aufreinigung keine Isolation einzelner Diastereomere ermöglichte, wurden nicht mittels 
NMR Spektroskopie charakterisiert. 
 
High-resolution mass spectrometry (HRMS): Hochaufgelöste Massenspektren wurden von der 
Analytik-Abteilung der Ludwig-Maximilians-Universität München, Department Chemie (Haus 
F), auf folgenden Geräten aufgenommen: Thermo Finnigan MAT 95 (für GC/EI oder DEP/EI) 
und Thermo Finnigan LTQ FT (für ESI). Selbstständige Messungen wurden auf einem Thermo 
Finnigan LTQ FT-ICR (ESI) durchgeführt. 
 
Infrared (IR) Spektroskopie: IR Spektren wurden an einem Spectrum BX FT-IR System von 
Perkin Elmer mit Attenuated Total Reflection (ATR) Messkopf aufgenommen. Nach einer 
Hintergrundsignalmessung wurden die Proben ohne weitere Präparation direkt auf den 
Probenkopf aufgetragen. Der Analysebereich lag zwischen 4500 cm-1 und 600 cm-1. Die 
relative Intensität der Signale wurde mit s (stark), m (medium), w (schwach) konkretisiert. 
 
Ultraviolet-visible (UV-VIS) Spektroskopie: UV-VIS Spektren wurden an einem JASCO V-650 
Spektrometer gemessen. Vor der Durchführung der Messreihen wurde zunächst eine 
Hintergrundsignalmessung in Form eines Transmissionspektrum in dem zu verwendeten 
Lösemittel aufgenommen. 
 
Melting point (mp): Unkorrigierte Schmelzpunkte wurden an einem EZ-Melt Gerät von 
Stanford Research Systems gemessen. 
 
Rotationsverdampfer: Zur in vacuo Destillation der Lösemittel wurde ein Laborota 4000 der 
Firma Heidolph verwendet. Sofern nicht abweichend angegeben, wurde das Wasserbad auf 
40 °C geheizt. Für besonders hydrolyse- und/oder luftempfindliche Substanzen wurde der 
Rotationsverdampfer sowohl vor der Verwendung evakuiert und über einen Ballon mit Argon 
geflutet als auch nach Beendigung der Destillation durch Argoneinleitung auf Normaldruck 
gebracht.  
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6.2 Experimentelle Vorschriften zum mono-SATE-Prodrug 
 
S-(2-Hydroxyethyl)hex-5-inthioat (Alkin-SATE-Alkohol 33) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 5-Hexinsäure (31, 4.00 mL, 36.2 mmol, 1.0 Äq) und 
β-Mercaptoethanol (32, 3.80 mL, 54.4 mmol, 1.5 Äq) in trockenem MeCN (200 mL) wurde bei 
0° C DCC (7.47 g, 36.2 mmol, 1.0 Äq) gegeben und für 3 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. 
Die resultierende Suspension wurde filtriert und das Lösemittel des Filtrats in vacuo entfernt. 
Der Rückstand wurde in kaltem Et2O suspendiert und erneut filtriert sowie das Lösemittel des 
Filtrats unter verminderten Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels 
Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:EtOAc = 49:1 → 19:1) gereinigt und das Produkt 
33 (4.08 g, 23.7 mmol, 65%) als farbloses Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 3.76 (q, J = 6.0 Hz, 2H, H-1), 3.08 (t, J = 6.1 Hz, 2H, H-2), 
2.73 (t, J = 7.4 Hz, 2H, H-4), 2.26 (td, J = 6.9, 2.7 Hz, 2H, H-6), 1.99 (t, J = 2.6 Hz, 1H, H-8), 1.88 
(p, J = 7.0 Hz, 2H, H-5). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 199.41 (C-3), 83.08 (C-7), 69.58 (C-8), 61.90 (C-1), 
42.69 (C-4), 31.94 (C-2), 24.17 (C-5), 17.84 (C-6). 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3288 (w), 2932 (w), 2855 (w), 2117 (w), 1682 (s), 1524 (w), 1452 (w), 
1433 (w), 1410 (w), 1349 (w), 1288 (w), 1229 (w), 1162 (w), 1067 (s), 1044 (s), 1017 (s), 976 
(s), 937 (m), 893 (w), 840 (w), 736 (m). 
 
Rf = 0.54 (DCM:EtOAc = 4:1). 
 
 
Alkin-SATE-Phosphorodiamidit (34) 
 

 
 
Zu einer Suspension von Bis(diisopropylamino)chlorophosphin (2.95 g, 11.1 mmol, 1.0 Äq) 
und NEt3 (3.09 mL, 22.2 mmol, 2.0 Äq) in trockenem Et2O (45 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre bei 0 °C der Alkohol 33 (2.00 g, 11.6 mmol, 1.05 Äq) zugegeben und die 
Reaktionsmischung für 3 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Die Suspension wurde mit 
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Et2O (90 mL) und NEt3 (10 mL) verdünnt, auf die Hälfte des Volumens in vacuo konzentriert 
und mit cHex (40 mL) verdünnt. Nach Entfernen der Hälfte des Lösemittels unter reduziertem 
Druck wurde die verbleibende Suspension direkt säulenchromatographisch (Silica Gel, cHex + 
6% NEt3) aufgereinigt und das Phosphorodiamidit 34 (3.74 g, 9.29 mmol, 84%) als farbloses Öl 
erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CD2Cl2): δ [ppm] = 3.64 (dt, J = 7.5, 6.4 Hz, 2H, H-1), 3.51 (dp, J = 10.8, 6.8 
Hz, 4H, H-1´), 3.11 (t, J = 6.4 Hz, 1H, H-2), 2.68 (t, J = 7.4 Hz, 2H, H-4), 2.24 (td, J = 7.0, 2.6 Hz, 
2H, H-6), 2.01 (t, J = 2.7 Hz, 1H, H-8), 1.85 (p, J = 7.2 Hz, 2H, H-5), 1.15 (dd, J = 6.8, 3.7 Hz, 24H, 
H-2´). 
 
13C-NMR (101 MHz, CD2Cl2) δ [ppm] = 198.88 (C-3), 83.71 (C-8), 69.47 (C-8), 63.39 (d, J = 22.9 
Hz, C-1), 44.90 (d, J = 12.4 Hz, C-1´), 43.06 (C-4), 31.20 (d, J = 9.1 Hz, C-2), 24.85 (d, J = 8.0 Hz, 
C-2´), 24.79 (C-5), 24.09 (d, J = 8.0 Hz, C-2´), 18.17 (C-6). 
 
31P-NMR (162 MHz, CD2Cl2): δ [ppm] = 124.03. 
 
Rf = 0.61 (cHex:DCM:NEt3 = 6:3:1). 
 
 
1,2-O-Isopropylidenxylofuranose (36)[220] 
 

 
 
D-Xylose (35, 20.0 g, 133 mmol, 1.0 Äq) wurde in Aceton (520 mL) gelöst, konz. 
H2SO4 (20.0 mL) zugegeben und für 30 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Eine Lösung von 
NaHCO3 (26.0 g, 309 mmol, 2.3 Äq) in Wasser (224 mL) wurde zur gelben Reaktionslösung 
gegeben und die Temperatur durch externe Kühlung mit einem Eisbad unter 20 °C gehalten. 
Bei Raumtemperatur wurde die Reaktionsmischung für 150 Minuten gerührt und 
anschließend Na2CO3 (54 g) sowie NaOH (10%) zur Suspension gegeben bis ein pH-Wert von 7 
erreicht wurde. Die Salze wurden abfiltriert und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das 
Rohprodukt wurde mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 49:1 → 24:1 → 
47:3) aufgereinigt und der geschützte Zucker 36 (19.5 g, 102 mmol, 77%) als farbloses Öl 
erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 5.99 (d, J = 3.6 Hz, 1H, H-1), 4.53 (d, J = 3.6 Hz, 1H, H-2), 
4.34 (d, J = 2.6 Hz, 1H, H-4), 4.20 – 4.14 (m, 2H, H-3, H-5a), 4.10 – 4.04 (m, 1H, H-5b), 2.49 (s, 
2H, 2 × OH), 1.49 (s, 3H, H-7a´), 1.33 (s, 3H, H-7b´). 
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13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 111.96 (C-6), 105.05 (C-1), 85.86 (C-2), 78.52 (C-3), 77.39 
(C-4), 61.55 (C-5), 26.94 (C-7), 26.31 (C-7). 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3389 (w), 2988 (w), 2365 (w), 1643 (w), 1375 (m), 1214 (m), 
1163 (m), 1068 (s), 1005 (s), 885 (m), 856 (m), 825 (m), 787 (m), 734 (s), 700 (m). 
 
Rf = 0.15 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
5-O-Benzoyl-1,2-O-isopropylidenxylofuranose (37)[262] 
 

 
 
Zu einer Lösung von Zucker 36 (10.3 g, 54.2 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (216 mL) und 
trockenem Pyridin (16.5 mL) wurde unter Argonatmosphäre bei 0 °C Benzoylchlorid (6.91 mL, 
59.6 mmol, 1.1 Äq) über einen Zeitraum von 30 Minuten tropfenweise zugegeben. Die 
Reaktionsmischung wurde bei Raumtemperatur über Nacht gerührt und MeOH (50 mL) 
zugegeben. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und der Rückstand in DCM (200 mL) 
aufgenommen und mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (200 mL) und gesättigter, 
wässriger NaCl-Lösung (200 mL) gewaschen. Die organische Phase wurde über Na2SO4 
getrocknet und das Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde 
säulenchromatographisch (Silica Gel, iHex:EtOAc = 9:1 → 4:1) aufgereinigt und der geschützte 
Zucker 37 (15.9 g, 54.0 mmol, quant.) als farbloses Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.05 (dd, J = 8.2, 1.1 Hz, 2H, H-Bz), 7.60 (t, J = 7.4 Hz, 1H, 
H-Bz), 7.46 (dd, J = 8.5, 7.1 Hz, 2H, H-Bz), 5.96 (d, J = 3.6 Hz, 1H, H-1), 4.80 (dd, J = 12.8, 9.4 Hz, 
1H, H-5a), 4.60 (d, J = 3.6 Hz, 1H, H-2), 4.42 – 4.33 (m, 2H, H-4, H-5b), 4.18 (d, J = 2.3 Hz, 1H, 
H-3), 1.51 (s, 3H, H-7a), 1.32 (s, 3H, H-7b). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 167.58 (C-Bz), 133.76 (C-Bz), 130.05 (C-Bz), 129.31 (C-
Bz), 128.66 (C-Bz), 112.00 (C-6), 104.85 (C-1), 85.13 (C-2), 78.65 (C-4), 74.47 (C-3), 61.32 (C-5), 
26.94 (C-7a), 26.28 (C-7b). 
 
 
HRMS ((+)-EI):   berechnet für C15H19O6+:  295.1176 [M+H]+ 
    gefunden:    295.1171 [M+H]+ 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3451 (w), 3177 (w), 1713 (s), 1664 (w), 1452 (w), 1373 (w), 1274 (m), 
1217 (m), 1166 (m), 1066 (s), 1011 (s), 975 (m), 892 (m), 857 (m), 830 (m), 801 (m), 705 (s). 
 
Rf = 0.56 (iHex:EtOAc = 1:1). 
 
 
3-O-(1H)-Imidazolthiocarbonyl-5-O-benzoyl-1,2-O-isopropylidenxylofuranose (38)[262] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 37 (6.49 g, 22.1 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DMF (97 mL) wurde unter 
Argonatmosphäre Thiocarbonyldiimidazol (3.99 g, 22.3 mmol, 1.01 Äq) zugegeben. Nach der 
Zugabe von Imidazol (300 mg, 4.41 mmol, 0.2 Äq) wurde das Reaktionsgemisch über Nacht 
bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösemittel wurde unter verminderten Druck entfernt, der 
Rückstand in EtOAc (200 mL) gelöst und mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (200 mL) 
sowie gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (200 mL) gewaschen. Die organische Phase wurde 
über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels 
Säulenchromatographie (Silica Gel, iHex:EtOAc = 9:1 → 4:1 → 1:1 → 1:4) gereinigt und die 
Thiocarbonylverbindung 38 (6.23 g, 15.4 mmol, 70%) als viskoses, gelbliches Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.33 (d, J = 1.1 Hz, 1H, H-2´), 8.02 – 7.97 (m, 2H, H-Bz), 
7.60 – 7.53 (m, 2H, H-Bz, H-4´), 7.42 (t, J = 7.8 Hz, 2H, H-Bz), 7.05 (dd, J = 1.7, 0.8 Hz, 1H, H-5´), 
6.05 (d, J=3.8 Hz, 1H, H-1), 6.00 (d, J = 2.9 Hz, 1H, H-3), 4.78 (t, J = 3.8 Hz, 2H, H-2, H-4), 4.60 
(d, J = 6.1 Hz, 2H, H-5), 1.58 (s, 3H, H-7a), 1.36 (s, 3H, H-7b). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 182.42 (C-6´), 166.09 (C-Bz), 137.13 (C-2´), 133.53 (C-Bz), 
131.46 (C-5´), 129.89 (C-Bz), 129.33 (C-Bz), 128.58 (C-Bz), 117.75 (C-4´), 112.97 (C-6), 
104.98 (C-1), 84.32 (C-3), 82.91 (C-2), 76.76 (C-4), 61.29 (C-5), 26.68 (C-7a), 26.33 (C-7b). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C19H21N2O6S+:  405.1115 [M+H]+ 
    gefunden:    405.1115 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2988 (w), 1719 (m), 1601 (w), 1466 (w), 1390 (m), 1329 (m), 1270 (s), 
1209 (s), 1162 (m), 1089 (s), 1069 (s), 1015 (s), 979 (s), 890 (m), 837 (m), 708 (s), 653 (m). 
 
Rf = 0.64 (iHex:EtOAc = 1:1). 
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5-O-Benzoyl-1,2-O-isopropyliden-3-deoxyribofuranose (39)[262] 
 

 
 
Eine Lösung von 38 (6.21 g, 15.4 mmol, 1.0 Äq) in trockenem Toluol (96 mL) wurde für 
20 Minuten durch Stickstoffstrom mit Inertgas gesättigt und Tris(trimethylsilyl)silan (5.68 mL, 
18.4 mmol, 1.2 Äq) zugetropft. Nach Zugabe von AIBN (506 mg, 3.08 mmol, 0.2 Äq) wurde die 
Reaktionsmischung für 150 Minuten auf 90 °C erhitzt bis eine DC vollständige Umsetzung des 
Startmaterials anzeigte. Die Reaktionslösung wurde daraufhin unter verminderten Druck auf 
die Hälfte des ursprünglichen Volumens konzentriert und direkt 
säulenchromatographisch (Silica Gel, iHex:EtOAc = 19:1 → 9:1 → 4:1) gereinigt. Das 
deoxygenierte Produkt 39 (3.89 g, 14.0 mmol, 91%) wurde als farbloses Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.08 – 8.02 (m, 2H, H-Bz), 7.60 – 7.52 (m, 1H, H-Bz), 7.43 
(dd, J = 8.4, 7.1 Hz, 2H, H-Bz), 5.87 (d, J = 3.7 Hz, 1H, H-1), 4.78 (t, J = 4.2 Hz, 1H, H-2), 4.61 – 
4.49 (m, 2H, H-4, H-5a), 4.41 – 4.32 (m, 1H, H-5b), 2.18 (dd, J = 13.3, 4.3 Hz, 1H, H-3a), 1.82 – 
1.71 (m, 1H, H-3a), 1.53 (s, 3H, H-7a), 1.33 (s, 3H, H-7b). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 166.47 (C-Bz), 133.25 (C-Bz), 129.92 (C-Bz), 129.88 (C-
Bz), 128.48 (C-Bz), 111.46 (C-6), 105.84 (C-1), 80.38 (C-2), 75.92 (C-4), 65.38 (C-5), 35.53 (C-3), 
26.87 (C-7a), 26.26 (C-7b). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C15H19O5+:  279.1227 [M+H]+ 
    gefunden:    279.1231 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2988 (w), 2936 (w), 2252 (w), 1719 (m), 1602 (w), 1451 (w), 
1373 (w), 1271 (s), 1214 (m), 1163 (m), 1096 (m), 1066 (m), 1022 (s), 907 (m), 845 (m), 730 (s), 
709 (s). 
 
Rf = 0.55 (iHex:EtOAc = 9:1).
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1,2-O-Diacetyl-5-O-benzoyl -3-deoxyribofuranose (40)[262] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 39 (3.84 g, 13.8 mmol, 1.0 Äq) in AcOH (69 mL) wurde Ac2O (7.83 mL) 
sowie konz. H2SO4 (6 Tropfen) zugegeben. Die Reaktionsmischung wurde über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt und zunächst mit festem NaHCO3 und anschließend gesättigter, 
wässriger NaHCO3-Lösung neutralisiert. Die resultierende Suspension wurde mit H2O (100 mL) 
verdünnt und mit DCM (3 × 250 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden 
mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (250 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das 
Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels Säulenchromatographie (Silica 
Gel, iHex:EtOAc = 9:1 → 4:1 → 1:1) gereinigt und 40 (3.57 g, 11.1 mmol, 80%) als farbloses Öl 
erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.12 – 8.00 (m, 2H, H-Bz), 7.61 – 7.52 (m, 1H, H-Bz), 7.48 
– 7.37 (m, 1H, H-Bz), 6.20 (s, 1H, H-1), 5.23 (dd, J = 4.8, 1.1 Hz, 1H, H-2), 4.77 – 4.67 (m, 1H, H-
4), 4.54 (dd, J = 11.9, 3.7 Hz, 1H, H-5a), 4.33 (dd, J = 11.9, 5.4 Hz, 1H, H-5b), 2.39 – 2.14 (m, 2H, 
H-3), 2.09 (s, 3H, H-2´´), 1.97 (s, 3H, H-2´). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 170.09 (C-1´´), 169.43 (C-1´), 166.34 (C-Bz), 133.38 (C-
Bz), 129.85 (C-Bz), 128.64 (C-Bz), 128.53 (C-Bz), 99.58 (C-1), 78.85 (C-4), 77.35 (C-2), 66.12 (C-
5), 31.68 (C-3), 21.21 (C-2´), 21.04 (C-2´´). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C16H18O7Na+:  345.0945 [M+Na]+ 
    gefunden:    345.0954 [M+Na]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2950 (w), 1741 (s), 1716 (s), 1601 (w), 1451 (w), 1371 (m), 1273 (m), 
1219 (s), 1096 (s), 1055 (m), 964 (s), 890 (m), 806 (w), 710 (s). 
 
Rf = 0.21 (iHex:EtOAc = 4:1).
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2’-O-Ac-5’-O-Bz-N6-Bz-3’-Deoxyadenosin (41)[263] 
 

 
 
N6-Benzoyladenin (3.80 g, 15.9 mmol, 1.5 Äq) und 40 (3.43 g, 10.6 mmol, 1.0 Äq) wurden in 
trockenem DCE (133 mL) gelöst, BSA (10.4 mL, 42.4 mmol, 4.0 Äq) zugegeben und die 
Reaktionsmischung für eine Stunde auf 80 °C erhitzt. Bei Raumtemperatur wurde 
anschließend TMSOTf (3.84 mL, 21.2 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und die Reaktionslösung über 
Nacht bei 80 °C gerührt. Die dunkelbraune Reaktionslösung wurde auf Raumtemperatur 
abgekühlt, mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (200 mL) versetzt und mit 
DCM (3 × 250 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, 
wässriger NaCl-Lösung (250 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in 
vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, iHex:EtOAc = 1:5 
→ 0:1) gereinigt und geschütztes 3‘-Deoxyadenosin 41 (4.65 g, 9.27 mmol, 87%) als farbloser 
Schaum erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.74 (s, 1H, H-2), 8.13 (s, 1H, H-8), 8.04 – 7.99 (m, 2H, H-
Bz), 7.98 – 7.93 (m, 2H, H-Bz´), 7.63 – 7.55 (m, 1H, H-Bz), 7.55 – 7.48 (m, 3H, 2 × H-Bz, H-Bz´), 
7.41 (dd, J = 8.3, 7.2 Hz, 2H, H-Bz´), 6.11 (d, J = 1.5 Hz, 1H, H-1´), 5.87 (dt, J = 6.2, 1.6 Hz, 1H, 
H-2´), 4.78 (dtd, J = 10.7, 5.4, 3.0 Hz, 1H, H-4´), 4.70 (dd, J = 12.2, 3.0 Hz, 1H, H-5a´), 4.53 (dd, 
J = 12.2, 5.3 Hz, 1H, H-5b´), 2.87 (ddd, J = 14.0, 10.4, 6.1 Hz, 1H, H-3a´), 2.33 (ddd, J = 13.9, 5.6, 
1.5 Hz, 1H, H-3b´), 2.15 (s, 3H, H-Ac). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 170.33 (C-Ac), 166.37 (C-Bz´), 164.72 (C-Bz), 152.85 (C-
2), 151.14 (C-4), 149.76 (C-6), 142.04 (C-8), 133.73 (C-Bz), 133.48 (C-Bz´), 132.91 (C-Bz), 
129.72 (C-Bz´), 129.49 (C-Bz´), 128.97 (C-Bz), 128.60 (C-Bz´), 127.99 (C-Bz), 123.62 (C-5), 
90.53 (C-1´), 79.08 (C-4´), 77.95 (C-2´), 64.91 (C-5´), 33.15 (C-3´), 21.03 (C-Ac). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C26H24N5O6+:  502.1721 [M+H]+ 
    gefunden:    502.1721 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C26H22N5O6−:  500.1576 [M−H]− 
    gefunden:    500.1575 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 1698 (m), 1608 (m), 1579 (m), 1510 (w), 1485 (w), 1450 (m), 
1373 (w), 1314 (m), 1235 (s), 1084 (m), 1070 (m), 1049 (m), 909 (m), 796 (m), 707 (s). 
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Schmelzpunkt: TS = 81 – 82 °C. 
 
Rf = 0.56 (EtOAc). 
 
 
N6-Bz-3’-deoxyadenosin (42)[264] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 41 (4.62 g, 9.22 mmol, 1.0 Äq) in Pyridin (58 mL) und MeOH (15 mL) 
wurde bei 0 °C verdünnte NaOH (2 M, 14.0 mL) zugegeben und für 20 Minuten gerührt. Die 
Reaktion wurde durch die Zugabe von verdünnter HCl (2 M, 12.0 mL) beendet, Pyridin (50 mL) 
zugegeben und die Lösemittel in vacuo entfernt. Der Rückstand wurde zweimal mit Pyridin co-
evaporiert und anschließend mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 49:1 → 
19:1 → 9:1 → 4:1) aufgereinigt. Das Produkt 42 (2.89 g,8.12 mmol, 88%) wurde als farbloser 
Schaum erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 11.20 (s, 1H, NH), 8.76 (s, 1H, H-2), 8.74 (s, 1H, H-8), 
8.05 (d, J = 7.2 Hz, 2H, H-Bz), 7.69 – 7.61 (m, 1H, H-Bz), 7.55 (dd, J = 8.2, 6.8 Hz, 2H, H-Bz), 6.04 
(d, J = 2.0 Hz, 1H, H-1´), 5.78 (d, J = 4.0 Hz, 1H, 2´-OH), 5.10 (t, J = 5.4 Hz, 1H, 5´-OH), 4.70 – 
4.63 (m, 1H, H-2´), 4.42 (ddt, J = 9.4, 6.7, 3.5 Hz, 1H, H-4´), 3.74 (ddd, J = 12.0, 5.4, 3.3 Hz, 1H, 
H-5a´), 3.56 (ddd, J = 12.0, 5.5, 3.9 Hz, 1H, H-5b´), 2.29 (ddd, J = 13.1, 9.2, 5.5 Hz, 1H, H-3a´), 
1.95 (ddd, J = 13.1, 6.2, 2.7 Hz, 1H, H-3b´). 
 
13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 165.65 (C-Bz), 151.81 (C-4), 151.58 (C-2), 150.29 (C-
6), 142.64 (C-8), 133.39 (C-Bz), 132.50 (C-Bz), 128.52 (2 × C-Bz), 125.81 (C-5), 90.93 (C-1´), 
81.20 (C-4´), 74.91 (C-2´), 62.26 (C-5´), 33.85 (C-3´). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C17H18N5O4+:  356.1353 [M+H]+ 
    gefunden:    356.1353 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C17H16N5O4−:  354.1208 [M−H]− 
    gefunden:    354.1207 [M−H]− 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3266 (w), 1709 (m), 1614 (m), 1584 (m), 1455 (m), 1344 (w), 
1294 (w), 1256 (w), 1212 (m), 1172 (w), 1120 (w), 1072 (m), 1049 (m), 1028 (w), 973 (w), 
796 (m), 751 (m), 709 (s), 682 (m). 
 
Schmelzpunkt: TS = 209 – 212 °C. 
 
Rf = 0.32 (DCM:MeOH = 23:2). 
 
 
5’-O-DMTr-N6-Bz-3’-Deoxyadenosin (43)[264] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 42 (2.85 g, 8.01 mmol, 1.0 Äq) in trockenem Pyridin (80 mL) wurde 
DMTrCl (3.26 g, 9.61 mmol, 1.2 Äq) zugegeben und über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. 
Das Lösemittel wurde unter verminderten Druck entfernt, der Rückstand in DCM (400 mL) 
gelöst und mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (400 mL) sowie gesättigter, wässriger 
NaCl-Lösung (400 mL) gewaschen. Die organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und 
das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, 
DCM:MeOH + 0.5% NEt3 = 99:1 → 49:1) aufgereinigt und 43 (4.49 g, 6.82 mmol, 85%) als 
farbloser Schaum erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.77 (s, 1H, H-2), 8.33 (s, 1H, H-8), 8.08 – 8.00 (m, 2H, H-
Bz), 7.65 – 7.58 (m, 1H, H-Bz), 7.53 (dd, J = 8.2, 6.7 Hz, 2H, H-Bz), 7.41 – 7.37 (m, 2H, H-DMTr), 
7.32 – 7.17 (m, 8H, H-DMTr), 6.84 – 6.76 (m, 4H, H-DMTr), 6.05 (d, J = 2.7 Hz, 1H, H-1´), 4.92 
(ddd, J = 6.7, 4.5, 2.7 Hz, 1H, H-2´), 4.72 (dt, J = 7.3, 3.5 Hz, 1H, H-4´), 3.78 (s, 6H, 2 × OMe), 
3.44 (dd, J = 10.6, 3.2 Hz, 1H, H-5a´), 3.30 (dd, J = 10.6, 4.4 Hz, 1H, H-5b´), 2.34 (ddd, J = 13.7, 
7.9, 6.1 Hz, 1H, H-3´), 2.19 (ddd, J = 13.1, 6.7, 4.2 Hz, 1H, H-3´). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 164.85 (C-Bz), 158.63 (C-DMTr), 158.61 (C-DMTr), 
152.35 (C-2), 150.87 (C-4), 149.85 (C-Ar), 149.72 (C-DMTr), 144.58 (C-DMTr), 141.34 (C-8), 
136.17 (C-Ar), 135.80 (C-DMTr), 135.71 (C-DMTr), 133.75 (C-DMTr), 132.93 (C-Bz), 130.14 (C-
DMTr), 130.08 (C-DMTr), 128.96 (C-Bz), 128.16 (C-DMTr), 128.02 (C-Bz), 127.98 (C-DMTr), 
127.02 (C-DMTr), 123.89 (C-6), 123.45 (C-5), 113.26 (C-DMTr), 93.20 (C-1´), 86.55 (C-DMTr), 
80.64 (C-4´), 76.14 (C-2´), 64.93 (C-5´), 55.32 (2 × C-OMe), 34.27 (C-3´). 
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HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C38H36N5O6+:  658.2660 [M+H]+ 
    gefunden:    658.2662 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C38H34N5O6−:  656.2515 [M−H]− 
    gefunden:    656.2515 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3265 (w), 2931 (w), 1698 (w), 1608 (s), 1580 (m), 1508 (s), 1453 (s), 
1402 (w), 1296 (m), 1247 (s), 1218 (m), 1174 (s), 1070 (s), 1030 (s), 906 (m), 828 (s), 796 (m), 
726 (s), 703 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 97 – 103 °C. 
 
Rf = 0.32 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
2’-((Allyl, SATE)-phosphat)-N6-Bz-3’-deoxyadenosin (44) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 43 (1.00 g, 1.52 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (17 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre 34 (734 mg, 1.82 mmol, 1.2 Äq) zugegeben. Nach Zugabe von 
Pyr∙TFA (351 mg, 1.82 mmol, 1.2 Äq) wurde die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt, anschließend Allylalkohol (0.52 mL, 7.60 mmol, 5.0 Äq) sowie 
BTT (0.3 M in MeCN, 10.1 mL, 3.04 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und für weitere 90 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.83 mL, 4.56 mmol, 
3.0 Äq) wurde weitere 30 Minuten gerührt und anschließend die Reaktion durch Zugabe von 
wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 1.90 mL, 9.12 mmol, 6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach 
Verdünnen der Suspension mit H2O (200 mL), wurde mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert, die 
vereinigten organischen Phasen mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (300 mL) gewaschen, 
über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Der Rückstand 
wurde in DCM (24.3 mL) gelöst, H2O (0.27 mL) sowie DCA (6% in DCM, 24.3 mL) zugegeben 
und für 15 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Die orange Reaktionslösung wurde mit 
gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und H2O (100 mL) versetzt und mit 
EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, 
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wässriger NaCl-Lösung (300 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in 
vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, 
DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 19:1) gereinigt und 44 (678 mg, 1.08 mmol, 71%) als farbloses 
Öl erhalten. Bei dem isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares 
Diastereomerengemisch (44a/44b = 1:1). 
 
1H-NMR von 44a/44b (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.77 (2s, 1H, H-2), 8.29 (2s, 1H, H-8), 8.05 
– 7.99 (m, 2H, H-Bz), 7.63 – 7.56 (m, 1H, H-Bz), 7.51 (t, J = 7.5 Hz, 2H, H-Bz), 6.12 (2d, J = 3.9 
Hz, 1H, H-1´), 5.93 – 5.67 (m, 1H, H-2´´´), 5.46 (ddt, J = 9.6, 6.3, 3.4 Hz, 1H, H-2´), 5.33 – 5.13 
(m, 2H, H-3´´´), 4.58 (t, J = 7.0 Hz, 1H, H-4´), 4.53 – 4.38 (m, 2H, H-1´´´), 4.13 – 3.94 (m, 3H, H-
5a´, 2 × H1´´), 3.69 – 3.58 (m, 1H, H-5b´), 3.11 (t, J = 6.7 Hz, 1H, H-2a´´), 3.03 (t, J = 6.7 Hz, 1H, 
H-2b´´), 2.80 (2t, J = 6.6 Hz, 1H, H-3a´), 2.68 (2t, J = 7.4 Hz, 2H, H-4´´), 2.39 (2dt, J = 7.6, 5.2 Hz, 
1H, H-3b´), 2.22 (2q, J = 6.7 Hz, 2H, H-6´´), 1.98 (2t, J = 2.6 Hz, 1H, H-8´´), 1.83 (2p, J = 7.1 Hz, 
2H, H-5´´). 
 
13C-NMR von 44a/44b (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 197.84 (2s, C-3´´), 164.82 (C-Bz), 152.52 (2s, 
C-2), 150.80 (C-4), 150.13 (2s, C-6), 142.83 (2s, C-8), 133.54 (C-Bz), 133.06 (C-Bz), 131.82 (2d, 
J = 6.5 Hz, C-2´´´), 129.01 (C-Bz), 128.06 (C-Bz), 123.93 (C-5), 119.33 (2s, C-3´´´), 91.43 (2d, J = 
6.8 Hz, C-1´), 82.95 (C-7´´), 81.28 (C-4´), 79.81 (2d, J = 5.4 Hz, C-2´), 69.70 (C-8´´), 69.03 (2d, J = 
5.6 Hz, C-1´´´), 66.37 (2d, J = 5.4 Hz, C-1´´), 63.50 (C-5´), 42.61 (2s, C-4´´), 32.53 (2s, C-3´), 
28.77 (2d, J = 7.5 Hz, C-2´´), 24.05 (2s, C-5´´), 17.79 (2s, C-6´´). 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 5.87 Minuten, m/z 
= 630.4 [M+H]+ m/z = 628.3 [M−H]−. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C28H33N5O8PS+:  630.1782 [M+H]+ 
    gefunden:     630.1783 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C28H32N5O8PS−:  628.1636 [M−H]− 
    gefunden:     628.1637 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3291 (w), 3092 (w), 2931 (w), 1690 (m), 1610 (m), 1581 (m), 
1511 (m), 1453 (m), 1248 (s), 1173 (m), 1070 (m), 1000 (s), 965 (m), 935 (m), 829 (m), 797 (m), 
707 (s). 
 
Rf = 0.35 (DCM:MeOH = 24:1).
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3’’’- (Cyanoethyl)- phosphate- N6’’- Bz- 2’’’- deoxyadenosin- 2’-((allyl, SATE)-phosphat)- N6- 
Bz-3’- deoxyadenosin (46) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 44 (658 mg, 1.05 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (7.0 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre eine Lösung von 2‘-Deoxyadenosinphosphoramidit 45 (1.00 g, 1.17 mmol, 
1.1 Äq) in trockenem DCM (2.0 mL) und anschließend BTT (0.3 M in MeCN, 7.00 mL, 
2.10 mmol, 2.0 Äq) zugegeben. Die Reaktionsmischung wurde für 90 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt, t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.57 mL, 3.15 mmol, 3.0 Äq) zugegeben 
und für weitere 30 Minuten gerührt. Durch Zugabe von wässriger NaHSO3-
Lösung (500 mg/mL, 1.30 mL, 6.30 mmol, 6.0 Äq) bei 0 °C wurde die Reaktion beendet, mit 
H2O (100 mL) verdünnt und mit EtOAC (3 × 150 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen 
Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (200 mL) gewaschen, über Na2SO4 
getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (16.8 mL) 
gelöst, H2O (0.19 mL) sowie DCA (6% in DCM, 16.8 mL) zugegeben und für 15 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt. Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, wässriger 
NaHCO3-Lösung (100 mL) und H2O (100 mL) versetzt und mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. 
Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (300 mL) 
gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel unter reduziertem Druck entfernt. 
Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 
19:1) aufgereinigt und 46 (825 mg, 750 μmol, 71%) als farbloser Schaum erhalten. Bei dem 
isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares Diastereomerengemisch aus vier 
Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.17 Minuten, m/z 
= 1100.5 [M+H]+, m/z = 1098.5 [M−H]−. 
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HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C48H52N11O14P2S+: 1100.2886 [M+H]+ 
    gefunden:    1100.2882 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C48H50N11O14P2S−: 1098.2740 [M−H]− 
    gefunden:    1098.2743 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3265 (w), 2931 (w), 1691 (m), 1610 (m), 1580 (m), 1511 (m), 
1485 (m), 1453 (m), 1248 (s), 992 (s), 934 (s), 796 (m), 707 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 75.1 – 75.7 °C. 
 
Rf = 0.26 (DCM:MeOH = 47:3). 
 
 
3’’’- (Cyanoethyl)- phosphate- N6’’- Bz- 2’’’- deoxyadenosin- 2’-(SATE)-phosphat- N6- Bz- 3’- 
deoxyadenosin (47) 
 

 
 
Zu einer Lösung von linearem Dinukleotid 46 (820 mg, 745 μmol, 1.0 Äq) in trockenem 
Aceton (25.0 mL) wurde NaI (1.12 g, 7.45 mmol, 10.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung 
für 4 Stunden auf 55 °C erhitzt. Das Lösemittel wurde unter reduziertem Druck entfernt, der 
Rückstand in einer möglichst kleinen Menge Aceton (1 mL) gelöst und tropfenweise in 
H2O (15 mL) gegeben. Der resultierende Niederschlag wurde zentrifugiert, der Überstand 
verworfen und der Niederschlag erneut durch Zugabe von H2O (15 mL) und anschließender 
Zentrifugation gewaschen. Der Niederschlag wurde in Aceton gelöst, das Lösemittel unter 
verminderten Druck entfernt und der Rückstand im Hochvakuum getrocknet. Das Rohprodukt 
47 (380 mg, 359 μmol, 48%) wurde ohne weitere Aufreinigung im nachfolgenden Schritt 
verwendet. 
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LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 5.01 Minuten, m/z 
= 1060.7 [M+H]+, m/z = 1058.6 [M−H]− (berechnet: 1060.3 [M+H]+, 1058.2 [M−H]−). 
 
2’,3’- c- Dideoxy- (cyanoethyl)- phosphate- N6’’- Bz- adenosin- (SATE)- phosphate- N6- Bz- 
adenosin (48) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 47 (380 mg, 359 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Pyridin (105 mL) wurde 
MSNT (532 mg, 1.80 mmol, 5.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt direkt 
säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 49:1 → 24:1 → 23:2 → 9:1) aufgereinigt. 
Das zyklisierte Produkt 48 (224 mg, 215 μmol, 60%), bestehend aus vier Diastereomeren, 
wurde als farbloser Schaum erhalten. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 5.58, 5.98, 
6.06 Minuten, m/z = 1042.3 [M+H]+. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C45H46N11O13P2S+: 1042.2467 [M+H]+ 
    gefunden:    1042.2456 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3397 (w), 2931 (w), 1689 (w), 1615 (w), 1519 (w), 1461 (m), 
1408 (w), 1332 (w), 1250 (s), 1165 (s), 1086 (s), 1011 (s), 851 (m), 798 (m), 753 (m), 712 (m), 
676 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 127.5 – 128.5 °C. 
 
Rf = 0.24 (DCM:MeOH = 47:3). 
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2’,3’-c-Dideoxy-diadenosin-(SATE)-monophosphat (mono-SATE-Prodrug, 30) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 48 (220 mg, 211 μmol) in MeCN (25 mL) wurde bei Raumtemperatur ein 
Überschuss t-BuNH2 (5.30 mL) zugegeben und für 30 Minuten gerührt bis DC- sowie LC-MS-
Analyse eine vollständige Umsetzung des Startmaterials anzeigte. Alle flüchtigen 
Reaktionsbestandteile wurden unter verminderten Druck entfernt und das 
Rohprodukt (207 mg, 209 μmol, quant.) ohne weitere Aufreinigung im nachfolgenden Schritt 
verwendet. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.08 Minuten, 
m/z = 989.4 [M+H]+, m/z = 987.4 [M−H]−; tR = 6.32 Minuten, m/z = 989.4 [M+H]+, 
m/z = 987.4 [M−H]− (berechnet: 989.2 [M+H]+, 987.2 [M−H]−). 
 
Zu einer Lösung des Rückstands (207 mg, 209 μmol, 1.0 Äq) in CHCl3 (3.8 mL) und 
MeOH (15 mL) wurde ZnBr2 (2.36 g, 10.5 mmol, 50 Äq) gegeben und das Reaktionsgemisch für 
3 Tage bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und der 
Rückstand mittels reversed-phase HPLC (0% → 15% MeCN + 0.1% TFA in H2O + 0.1% TFA über 
30 Minuten) aufgereinigt. Die zwei Diastereomere des Produkts 30a (11.8 mg, 15.1 μmol, 
7.2%, tR = 21.2 Minuten) und 30b (33.3 mg, 42.7 μmol, 11.8%, tR = 26.2 Minuten) wurden 
separiert und als farblose Feststoffe erhalten. 
 
1H-NMR von 30a (400 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4): δ [ppm] = 8.85 (s, 1H, H-2), 8.57 (s, 2H, H-8, 
H-2´´), 8.55 (s, 1H, H-8´´), 6.68 (dt, J = 6.9, 3.5 Hz, 1H, H-1´´´), 6.45 (dd, J = 5.9, 1.7 Hz, 1H, H-
1´), 5.57 – 5.44 (m, 1H, H-2´), 5.29 (s, 1H, H-3´´´), 4.85 (m, 1H, H-4´), 4.63 – 4.55 (m, 1H, H-4´´´), 
4.48 (q, J = 9.9, 8.2 Hz, 2H, H-5´´´), 4.41 – 4.28 (m, 2H, H-5´), 4.01 (d, J = 8.1 Hz, 1H, H-1a´´´´), 
3.88 (d, J = 8.7 Hz, 1H, H-1b´´´´), 3.34 (dt, J = 13.6, 6.5 Hz, 1H, H-2a´´´), 3.10 – 2.87 (m, 4H, H-
3a´, H-2b´´´, 2 × H-2´´´´), 2.82 – 2.73 (m, 3H, H-3b´, 2 × H-4´´´´), 2.52 – 2.47 (m, 1H, H-8´´´´), 2.35 
– 2.30 (m, 2H, H-6´´´´), 1.91 – 1.81 (m, 2H, H-5´´´´). 
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13C-NMR von 30a (101 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4) δ [ppm] = 201.78 (C-3´´´´), 152.42 (C-6), 
151.61 (C-6´´), 149.72 (C-4), 149.12 (C-4´´), 148.15 (C-2´´), 146.43 (C-8´´), 143.65 (C-8), 
142.24 (C-2), 119.99 (C-5´´), 119.35 (C-5), 87.09 (C-1´), 85.75 (C-1´´´), 84.98 (C-7´´´´), 83.47 (C-
4´´´), 81.14 (d, J = 6.0 Hz, C-2´), 78.79 (d, J = 6.2 Hz, C-4´), 75.56 (d, J = 6.4 Hz, C-3´´´), 71.07 (C-
8´´´´), 69.68 (d, J = 6.7 Hz, C-5´), 67.94 (d, J = 5.9 Hz, C-1´´´´), 66.38 (d, J = 6.0 Hz, C-5´´´), 
42.99 (C-4´´´´), 38.20 (C-2´´´), 34.39 (C-3´), 29.04 (d, J = 6.1 Hz, C-2´´´´), 24.59 (C-5´´´´), 17.73 (C-
6´´´´). 
 
31P-NMR von 30a (162 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4): δ [ppm] = −1.07, −3.95. 
 
1H-NMR von 30b (800 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4): δ [ppm] = 8.95 (s, 1H, H-8), 8.76 (s, 1H, H-
8´´), 8.73 (s, 1H, H-2´´), 8.73 (s, 1H H-2), 6.85 (t, J = 6.5 Hz, 1H, H-8, H-1´´´), 6.63 (d, J = 4.9 Hz, 
1H, H-1´), 5.72 (ddd, J = 10.2, 6.9, 5.1 Hz, 1H, H-2´), 5.40 (dq, J = 6.1, 3.0, 2.1 Hz, 1H, H-3´´´), 
5.01 (h, J = 4.1, 3.4 Hz, 1H, H-4´), 4.74 (td, J = 7.2, 3.7 Hz, 1H, H-4´´´), 4.72 – 4.69 (m, 1H, H-
5a´´´), 4.61 – 4.58 (m, 2H, H-5a´, H-5b´´´), 4.56 (dt, J = 7.9, 6.1 Hz, 2H, H-1´´´´), 4.43 (ddd, J = 
11.7, 8.5, 4.6 Hz, 1H, H-5b´), 3.57 – 3.53 (m, 2H, H-2´´´´), 3.47 (dt, J = 14.4, 6.2 Hz, 1H, H-2a´´´), 
3.24 (ddd, J = 14.4, 6.7, 4.3 Hz, 1H, H-2b´´´), 3.12 (dt, J = 13.3, 7.5 Hz, 1H, H-3a´), 3.06 (t, J = 7.4 
Hz, 2H, H-4´´´´), 2.93 (ddd, J = 13.5, 6.1, 4.7 Hz, 1H, H-3a´), 2.68 (t, J = 2.6 Hz, 1H, H-8´´´´), 2.54 
(td, J = 7.0, 2.6 Hz, 2H, H-6´´´´), 2.13 (p, J = 7.2 Hz, 2H, H-5´´´´). 
 
13C-NMR von 30b (201 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4) δ [ppm] = 201.37 (C-3´´´´), 151.84 (C-6), 
151.59 (C-6´´), 149.65 (C-4), 149.18 (C-4´´), 147.06 (C-2´´), 146.33 (C-2), 143.60 (C-8´´), 
142.45 (C-8), 119.31 (C-5´´), 118.85 (C-5), 88.02 (C-1´), 85.69 (C-1´´´), 84.68 (C-7´´´´), 83.82 (C-
4´´´), 80.92 (d, J = 5.2 Hz, C-2´), 78.88 (d, J = 6.4 Hz, C-4´), 75.63 (d, J = 8.9 Hz, C-3´´´), 70.99 (C-
8´´´´), 69.03 (d, J = 9.1 Hz, C-5´), 68.16 (d, J = 8.1 Hz, C-1´´´´), 67.06 (d, J = 9.3 Hz, C-5´´´), 
43.10 (C-4´´´´), 38.60 (C-2´´´), 35.21 (C-3´), 29.47 (d, J = 9.0 Hz, C-2´´´´), 24.78 (C-5´´´´), 17.81 (C-
6´´´´). 
 
31P-NMR von 30b (162 MHz, MeCN-d3/D2O = 1:4): δ [ppm] = −1.21, −3.08. 
 
HRMS ((+)-ESI) von 30a:  berechnet für C28H35N10O11P2S+: 781.1677 [M+H]+ 
     gefunden:    781.1674 [M+H]+ 

 
HRMS ((−)-ESI) von 30a:  berechnet für C28H33N10O11P2S−: 779.1532 [M−H]− 
     gefunden:    779.1536 [M−H]− 
 
HRMS ((+)-ESI) von 30b:  berechnet für C28H35N10O11P2S+: 781.1677 [M+H]+ 
     gefunden:    781.1683 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI) von 30b:  berechnet für C28H33N10O11P2S−: 779.1532 [M−H]− 
     gefunden:    779.1535 [M−H]− 
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LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-40% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B f ür eine Minute): tR (30a) = 5.19 Minuten, 
m/z = 781.4 [M+H]+, m/z = 779.0 [M−H]−; tR (30b) = 6.42 Minuten, m/z = 781.5 [M+H]+, 
m/z = 779.0 [M−H]−. 
 
IR (ATR, Film) von 30a: 𝜈 [cm−1] = 3076 (w), 1693 (m), 1423 (w), 1202 (m), 1137 (m), 1060 (s), 
1013 (s), 933 (m), 799 (m), 722 (s), 680 (m). 
 
IR (ATR, Film) von 30b: 𝜈 [cm−1] = 3106 (w), 1692 (m), 1420 (w), 1201 (m), 1136 (m), 1058 (s), 
936 (m), 799 (m), 722 (m). 
 
 
6-Hexansäure-geclickter mono-SATE-Prodrug (51) 
 

 
 
Alle für die Reaktion verwendeten Lösemittel wurden vor Verwendung 30 Minuten durch 
einen Argonstrom mit Inertgas gesättigt. Zu einer Lösung von 30 (4.58 mg, 5.87 μmol, 1.0 Äq) 
in H2O (800 μL) und THF (200 μL) wurde eine wässrige Lösung von CuSO4∙5 H2O (50 mg/mL, 
6.29 μL, 1.26 μmol, 0.2 Äq), eine wässrige Lösung von Natriumascorbat (50 mg/mL, 10.1 μL, 
2.56 μmol, 0.4 Äq) und 6-Azidohexansäure 50 (0.25 M in THF, 28.8 μL, 7.32 μmol, 1.2 Äq) 
gegeben. Die Reaktionsmischung wurde unter Argonatmosphäre über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Der Reaktionsfortschritt wurde mittels LC-MS-Analyse (Puffer A: 
0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, Methode: 5-40% Puffer 
B in 7 Minuten) überprüft und in Folge unvollständiger Umsetzung erneut eine wässrige 
Lösung von CuSO4∙5 H2O (50 mg/mL, 6.29 μL, 1.26 μmol, 0.2 Äq), eine wässrige Lösung von 
Natriumascorbat (50 mg/mL, 10.1 μL, 2.56 μmol, 0.4 Äq) und 6-Azidohexansäure 50 (0.25 M in 
THF, 28.8 μL, 7.32 μmol, 1.2 Äq) zugegeben. Die Reaktionsmischung wurde erneut über Nacht 
gerührt und anschließend die Lösemittel in vacuo entfernt. Der Rückstand wurde mittels 
reversed-phase HPLC (0% → 30% MeCN + 0.1% TFA in H2O + 0.1% TFA über 45 Minuten) 
aufgereinigt und 51 (4.97 mg, 5.30 μmol, 90%, tR = 37.5 Minuten) als farbloser Feststoff 
erhalten. 



Experimenteller Teil 

 
103 

 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-40% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 5.65 Minuten, m/z 
= 938.6 [M+H]+, m/z = 936.4 [M−H]−. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C34H46N13O13P2S+: 938.2528 [M+H]+ 
    gefunden:    938.2515 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C34H44N13O13P2S−: 936.2383 [M−H]− 
    gefunden:    936.2373 [M−H]− 
 
 
6-Hexansäure-geclickter mono-SATE-Prodrug-NHS-Ester (52) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 51 (2.24 mg, 2.38 μmol, 1.0 Äq) in trockenem MeCN (300 μL) wurde 
NHS (14 mg/mL, 84.8 μL, 6.20 μmol, 2.6 Äq) und EDC∙HCl (38 mg/mL, 18.8 μL, 6.20 μmol, 
2.6 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die 
Lösemittel wurden unter reduziertem Druck entfernt, der Rückstand mittels reversed-phase 
HPLC (20% → 40% MeCN + 0.1% TFA in H2O + 0.1% TFA über 45 Minuten) aufgereinigt und 
52 (1.21 mg, 1.17 μmol, 49%, tR = 18.0 Minuten) als farbloser Feststoff erhalten. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-40% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.28 Minuten, m/z 
= 1035.6 [M+H]+, m/z = 1033.5 [M−H]− (berechnet: 1035.3 [M+H]+, 1033.3 [M−H]−). 
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6.3 Experimentelle Vorschriften zum photolabilen CDN-Prodrug 
 
5’-O-DMTr-N6-Bz-adenosin (62)[265] 
 

 
 
Zu einer Lösung von N6-Benzoyladenosin (61, 7.00 g, 18.9 mmol, 1.0 Äq) in trockenem 
Pyridin (100 mL) wurde unter Argonatmosphäre DMTrCl (7.69 g, 22.7 mmol, 1.2 Äq) 
zugegeben und die Reaktionsmischung über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion 
wurde durch Zugabe von gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) beendet, mit 
H2O (100 mL) verdünnt und mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen 
Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 
getrocknet und das Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde mit 
Toluol co-evaporiert, anschließend mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH + 
0.5% NEt3 = 99:1 → 19:1) gereinigt um 62 (11.6 g, 17.2 mmol, 91%) als farblosen Schaum zu 
erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 9.25 (s, 1H, NH), 8.66 (s, 1H, H-2), 8.24 (s, 1H, H-H-8), 
8.00 (d, 2H, J = 7.5 Hz, H-Bz), 7.58 (t, 1H, J = 7.2 Hz, H-Bz), 7.49 (dd, 2H, J = 7.9 Hz, 7.9 Hz, H-
Bz), 7.34 – 7.28 (m, 2H, H-DMTr), 7.25 – 7.11 (m, 9H, H-DMTr), 6.79 – 6.70 (m, 4H, H-DMTr), 
6.08 (d, 1H, J = 5.7 Hz, H-1´), 5.86 (s, 1H, 2´-OH), 4.90 (dd, 1H, J = 5.4 Hz, H-2´), 4.47 (dd, 1H, J 
= 5.1, 2.6 Hz, H-3´), 4.39 (d, 1H, J = 3.3 Hz, H-4´), 3.74 (s, 6H, 2 × OMe), 3.49 – 3.27 (m, 3H, 3´-
OH, 2 × H-5´). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 164.86 (C-Bz), 158.67 (C-DMTr), 158.65 (C-DMTr), 
152.39 (C-2), 151.18 (C-4), 149.64 (C-6), 144.52 (C-DMTr), 141.72 (C-8), 138.00 (C-DMTr), 
135.63 (C-DMTr), 135.58 (C-DMTr), 133.62 (C-Bz), 133.05 (C-Bz), 130.12 (C-DMTr), 130.09 (C-
DMTr), 129.16 (C-Bz), 129.02 (C-DMTr), 128.35 (C-Bz), 128.12 (C-DMTr), 123.08 (C-5), 
90.28 (C-1´), 86.72 (C-DMTr), 85.80 (C-4´), 75.66 (C-2´), 72.43 (C-3´), 63.62 (C-5´), 55.34 (C-
OMe). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C38H36N5O7+:  674.2609 [M+H]+ 
    gefunden:    674.2607 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C38H34N5O7−:  672.2464 [M−H]− 
    gefunden:    672.2470 [M−H]− 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2930 (w), 2360 (w), 1698 (w), 1608 (m), 1581 (m), 1508 (m), 
1454 (m), 1298 (m), 1246 (s), 1175 (s), 1029 (s), 900 (m), 827 (s), 792 (m), 755 (m), 704 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 106 – 109 °C. 
 
Rf = 0.38 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
1-(2-Nitrophenyl)ethan-1-ol (58)[266] 

 
 
Nitroacetophenon (57, 10.0 g, 60.6 mmol, 1.0 Äq) wurde in EtOH (240 mL) gelöst und bei 0 °C 
NaBH4 (2.26 g, 60.6 mmol, 1.0 Äq) zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde für eine Stunde 
gerührt, mit AcOH (9.7 mL) neutralisiert und die flüchtigen Bestandteile unter reduziertem 
Druck entfernt. Der Rückstand wurde in Et2O (100 mL) gelöst und mit H2O (100 mL), 
gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und gesättigter, wässriger NaCl-
Lösung (100 mL) in angegebener Reihenfolge gewaschen. Die organische Phase wurde über 
Na2SO4 getrocknet, das Lösemittel in vacuo entfernt und 58 (9.79 g, 58.5 mmol, 97%) als 
gelbliches Öl erhalten.  
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.89 (dd, J = 8.2, 1.3 Hz, 1H, H-2), 7.83 (dd, J = 7.9, 1.4 
Hz, 1H, H-5), 7.65 (td, J = 7.5, 1.3 Hz, 1H, H-4), 7.42 (ddd, J = 8.1, 7.4, 1.5 Hz, 1H, H-3), 5.41 (qd, 
J = 6.3, 3.8 Hz, 1H, H-7), 1.57 (d, J = 6.4 Hz, 3H, H-8). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 147.96 (C-1), 141.02 (C-6), 133.78 (C-4), 128.26 (C-3), 
127.70 (C-5), 124.45 (C-2), 65.70 (C-7), 24.31 (C-8). 
 
HRMS ((+)-EI):   berechnet für C8H8NO3•+:  166.0504 [M−H]•+ 
    gefunden:    166.0499 [M−H]•+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3351 (w), 2979 (w), 2933 (w), 2871 (w), 1610 (w), 1578 (w), 1518 (s), 
1444 (w), 1343 (s), 1297 (w), 1192 (w), 1146 (w), 1104 (m), 1070 (m), 1006 (w), 898 (w), 855 
(m), 787 (m), 744 (s), 705 (m), 674 (m). 
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Methyl((1-(2-nitrophenyl)ethoxy)methyl)sulfan (59)[267] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 58 (5.00 g, 29.9 mmol, 1.0 Äq) in trockenem THF (150 mL) wurde bei 0 °C 
NaH (60% in Mineralöl, 5.32 g, 108 mmol, 3.6 Äq) zugegeben und für 30 Minuten gerührt. 
Nach Zugabe von Chlorodimethylsulfid (9.00 mL, 108 mmol, 3.6 Äq) wurde das 
Reaktionsgemisch langsam auf Raumtemperatur erwärmt und über Nacht gerührt. Das 
Lösemittel wurde unter verminderten Druck entfernt, der Rückstand in EtOAc (300 mL) gelöst 
und die organische Phase mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (2 × 200 mL) gewaschen. Die 
organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet, das Lösemittel in vacuo entfernt, das 
Rohprodukt säulenchromatographisch (Silica Gel, iHex:EtOAc = 19:1 → 9:1) aufgereinigt und 
59 (4.23 g, 16.6 mmol, 62%) als oranges Öl erhalten.  
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.91 (dt, J = 8.2, 0.9 Hz, 1H, H-2), 7.76 (dd, J = 7.8, 1.5 Hz, 
1H, H-5), 7.65 (td, J = 7.6, 1.3 Hz, 1H, H-4), 7.46 – 7.39 (m, 1H, H-3), 5.41 (q, J = 6.4 Hz, 1H, H-7), 
4.61 (d, J = 11.4 Hz, 1H, H-9), 4.31 (d, J = 11.4 Hz, 1H, H-9), 2.12 (s, 3H, H-10), 1.55 (d, J = 6.4 
Hz, 3H, H-8). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 148.62 (C-1), 139.24 (C-6), 133.70 (C-4), 128.29 (C-3), 
128.12 (C-5), 124.43 (C-2), 73.28 (SCH2O), 70.24 (C-7), 23.59 (C-8), 14.20 (SMe). 
 
HRMS ((+)-EI):   berechnet für C10H13OS•+:  181.0687 [M−NO2]•+ 
    gefunden:    181.0680 [M−NO2]•+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3070 (w), 2978 (w), 2921 (w), 1724 (w), 1682 (w), 1608 (w), 1578 (w), 
1522 (s), 1441 (w), 1343 (m), 1300 (m), 1264 (w), 1193 (w), 1116 (w), 1085 (m), 1066 (m), 1048 
(s), 1034 (s), 989 (m), 959 (w), 907 (w), 858 (m), 787 (m), 745 (s), 733 (s), 704 (m), 675 (m). 
 
Rf = 0.73 (iHex:EtOAc = 4:1). 
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1-(1-(Chloromethoxy)ethyl)-2-nitrobenzen (60) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 59 (2.00 g, 8.80 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (17.5 mL) wurde bei 
0 °C eine Lösung von SO2Cl2 (0.71 mL, 8.80 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (8.80 mL) 
tropfenweise zugegeben und das Reaktionsgemisch zunächst für 30 Minuten bei 0 °C und 
anschließend 10 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Alle flüchtigen Reaktionsbestandteile 
wurden unter verminderten Druck entfernt und 60 (1.90 g, 8.80 mmol, quant.) als 
dunkeloranges Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.96 (dd, J = 8.2, 1.3 Hz, 1H, H-2), 7.72 – 7.60 (m, 2H, H-
4, H-5), 7.50 – 7.40 (m, 1H, H-3), 5.52 (dd, J = 6.1, 1.4 Hz, 2H, H-7, H-9), 5.23 (d, J = 6.0 Hz, 1H, 
H-9), 1.60 (d, J = 6.4 Hz, 3H, H-8). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 148.24 (C-1), 138.08 (C-6), 133.87 (C-4), 128.73 (C-3), 
128.10 (C-5), 124.65 (C-2), 80.47 (SCH2O), 72.88 (C-7), 23.31 (C-8). 
 
 
(RS)-5’-O-DMTr-3’-npeom-N6-Bz-Adenosin (63) und (RS)-5’-O-DMTr-2’-npeom-N6-Bz-
Adenosin (64)[234] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 62 (4.30 g, 6.38 mmol, 1.0 Äq) und DIPEA (4.43 mL, 25.4 mmol, 4.0 Äq) in 
trockenem DCE (25 mL) wurde Bu2SnCl2 (2.12 g, 6.99 mmol, 1.1 Äq) zugegeben und die 
Reaktionsmischung für eine Stunde bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde 
60 (1.90 g, 8.80 mmol, 1.4 Äq) zugegeben und für 40 Minuten auf 80 °C erhitzt. Der 
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Reaktionsfortschritt wurde mittels LC-MS-Analyse (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, 
Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten) überprüft. 
Nach vollständiger Umsetzung wurde die Reaktion durch Zugabe von gesättigter, wässriger 
NaHCO3-Lösung (100 mL) beendet und die wässrige Phase mit DCM (3 × 100 mL) extrahiert. 
Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (150 mL) 
gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Der Rückstand 
wurde zunächst säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH + 0.5% NEt3 = 49:1) 
aufgereinigt, anschließend die Regioisomere durch erneute Säulenchromatographie (Silica 
Gel, iHex:EtOAc:MeOH + 0.5 % NEt3 = 2:3:0 → 1:2:0 → 1:4:0 → 0:1:0 → 0:49:1 → 0:24:1) 
getrennt und 64 (1.42 g, 1.66 mmol, 26%) sowie 63 (1.27 g, 1.49 mmol, 23%) als gelbliche 
Schäume erhalten. 
 
Bei den isolierten Produkten handelte es sich jeweils um ein untrennbares 
Diastereomerengemisch (für 64a/64b = 1:1, für 63a/63b = 1:2). Das Verhältnis der 
Diastereomere für 63a/63b wurde für die Auswertung der NMR-Spektren auf ein Verhältnis 
D1/D2 = 1:1 normiert und entsprechend in die Signalintegrale der 1H-NMR-Spektrenanalyse 
einbezogen um ganze Zahlen für die Protonenanzahl zu erhalten. Das Integral von 
überlappenden Signalen der beiden Diastereomere wurde als Summe angegeben um die 
relativen Intensitäten wiedergeben zu können und entsprechend gekennzeichnet (z.B. 
D1+2 × H-Ar, D1+2 × OMe). Eine Zusammenfassung zusammengehöriger Signale von D1/D2 (z.B. 
2s, 2d, 2t, 2m) wurde für diese Verbindung nicht durchgeführt. 
 
1H-NMR von 64a/64b (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 11.24 (s, 2H, D1+2 × NH), 8.67 (s, 1H, 
H-8), 8.63 (s, 1H, H-2), 8.61 (s, 1H, H-8), 8.47 (s, 1H, H-2), 8.09 – 8.02 (m, 4H, D1+2 × H-Ar), 7.88 
(dd, J = 8.2, 1.3 Hz, 1H, H-Ar), 7.77 (dd, J = 8.1, 1.3 Hz, 1H, H-Ar), 7.70 – 7.62 (m, 3H, 
D1+2 × H-Ar), 7.59 – 7.52 (m, 6H, D1+2 × H-Ar), 7.49 (ddd, J = 8.5, 7.3, 1.5 Hz, 1H, H-Ar), 7.41 – 
7.34 (m, 3H, D1+2 × H-Ar), 7.30 (ddd, J = 7.9, 6.5, 1.6 Hz, 3H, D1+2 × H-Ar), 7.26 – 7.13 (m, 14H, 
D1+2 × H-Ar), 6.90 – 6.77 (m, 8H, D1+2 × H-Ar), 6.19 (d, J = 5.3 Hz, 1H, H-1´), 5.89 (d, J = 4.1 Hz, 
1H, H-1´), 5.49 (d, J = 6.2 Hz, 1H, 3‘-OH), 5.38 (d, J = 5.6 Hz, 1H, 3‘-OH), 5.21 (q, J = 6.3 Hz, 1H, 
H-7´´), 5.07 – 4.96 (m, 2H, H-2´, H-7´´), 4.94 (t, J = 4.7 Hz, 1H, H-2´), 4.84 (d, J = 7.2 Hz, 1H, 
OCH2O), 4.75 (dd, J = 11.3, 7.2 Hz, 2H, OCH2O), 4.58 – 4.48 (m, 2H, H-3´, OCH2O), 4.40 (q, J = 
5.0 Hz, 1H, H-3´), 4.11 (q, J = 4.5 Hz, 1H, H-4´), 4.09 – 4.04 (m, 1H, H-4´), 3.71 (d, J = 2.8 Hz, 
12H, D1+2 × OMe), 3.29 – 3.11 (m, 4H, D1+2 × H-5´), 1.38 (d, J = 6.3 Hz, 3H, H-8´´), 1.11 (d, J = 6.4 
Hz, 3H, H-8´´). 
 
13C-NMR von 64a/64b (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 165.77 (C-Bz), 158.10 (C-Ar), 
158.07 (C-Ar), 151.98 (C-8), 151.74 (C-8), 150.60 (C-Ar), 150.46 (C-Ar), 147.90 (C-Ar), 
147.14 (C-Ar), 144.85 (C-Ar), 143.47 (C-2), 143.34 (C-2), 138.41 (C-Ar), 137.86 (C-Ar), 
135.59 (C-Ar), 135.56 (C-Ar), 135.47 (C-Ar), 135.45 (C-Ar), 133.75 (C-Ar), 133.33 (C-Ar), 
132.54 (C-Ar), 129.75 (C-Ar), 129.71 (C-Ar), 128.72 (C-Ar), 128.58 (C-Ar), 128.54 (C-Ar), 
128.30 (C-Ar), 127.85 (C-Ar), 127.83 (C-Ar), 127.81 (C-Ar), 127.70 (C-Ar), 127.67 (C-Ar), 
127.55 (C-Ar), 126.74 (C-Ar), 126.69 (C-Ar), 125.97 (C-Ar), 125.80 (C-Ar), 124.05 (C-Ar), 
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123.81 (C-Ar), 113.20 (C-Ar), 113.16 (C-Ar), 93.08 (OCH2O), 92.51 (OCH2O), 86.67 (C-1´), 
86.56 (C-1´), 85.63 (C-Ar), 85.45 (C-Ar), 83.96 (C-4´), 83.29 (C-4´), 77.47 (C-2´), 77.12 (C-2´), 
70.14 (C-7´´), 69.63 (C-3´), 69.54 (C-7´´), 69.12 (C-3´), 63.52 (C-5´), 63.19 (C-5´), 
55.05 (D1+2 × OMe), 23.26 (C-8´´), 22.99 (C-8´´). 
 
1H-NMR von 63a/63b  (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 11.25 (s, 2H, D1+2 × NH), 8.64 (s, 1H, H-
2), 8.62 (s, 1H, H-2), 8.60 (s, 1H, H-8), 8.55 (s, 1H, H-8), 8.07 – 8.02 (m, 4H, D1+2 × H-Ar), 7.95 – 
7.87 (m, 2H, D1+2 × H-Ar), 7.74 – 7.61 (m, 4H, D1+2 × H-Ar), 7.58 – 7.50 (m, 6H, D1+2 × H-Ar), 7.48 
– 7.16 (m, 24H, D1+2 × H-Ar), 6.84 (dtd, J = 10.4, 5.6, 5.0, 3.2 Hz, 8H, D1+2 × H-Ar), 6.01 (d, J = 
5.7 Hz, 1H, H-1´), 5.98 (d, J = 6.3 Hz, 1H, H-1´), 5.78 (d, J = 6.2 Hz, 1H, 2‘-OH), 5.70 (d, J = 6.0 
Hz, 1H, 2‘-OH), 5.27 – 5.22 (m, 1H, H-7´´), 5.21 – 5.17 (m, 1H, H-7´´), 5.06 (q, J = 6.0 Hz, 1H, H-
2´), 4.96 (q, J = 5.6 Hz, 1H, H-2´), 4.85 (d, J = 7.1 Hz, 1H, OCH2O), 4.81 (d, J = 7.2 Hz, 1H, OCH2O), 
4.70 (d, J = 7.1 Hz, 1H, OCH2O), 4.51 (d, J = 7.1 Hz, 1H, OCH2O), 4.44 (t, J = 4.5 Hz, 1H, H-3´), 
4.26 (dd, J = 4.9, 3.1 Hz, 1H, H-3´), 4.19 (q, J = 4.5 Hz, 1H, H-4´), 3.84 (q, J = 4.3 Hz, 1H, H-4´), 
3.72 (s, 12H, D1+2 × OMe), 3.26 (dd, J = 10.3, 5.4 Hz, 1H, H-5´), 3.10 (qd, J = 10.3, 4.7 Hz, 1H, 
H-5´), 1.46 (d, J = 6.4 Hz, 3H, H-8´´), 1.34 (d, J = 6.4 Hz, 3H, H-8´´). 
 
13C-NMR von 63a/63b  (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 165.71 (D1+2 × C-Bz), 158.11 (C-Ar), 
151.60 (C-4), 150.52 (C-2), 148.10 (C-Ar), 147.65 (C-Ar), 144.85 (C-Ar), 144.76 (C-Ar), 
143.48 (C-Ar), 138.69 (C-8), 137.98 (C-Ar), 136.71 (C-Ar), 135.50 (C-Ar), 135.40 (C-Ar), 
133.77 (C-Ar), 133.59 (C-Ar), 133.35 (C-Ar), 132.54 (C-Ar), 129.73 (C-Ar), 128.56 (C-Ar), 
128.53 (C-Ar), 127.96 (C-Ar), 127.87 (C-Ar), 127.83 (C-Ar), 127.69 (C-Ar), 126.76 (C-Ar), 
126.16 (C-Ar), 126.03 (C-Ar), 124.10 (C-Ar), 123.94 (C-Ar), 113.20 (C-Ar), 113.17 (C-Ar), 
93.25 (OCH2O), 92.31 (OCH2O), 88.01 (C-1´), 87.52 (C-1´), 85.71 (C-Ar), 85.60 (C-Ar), 81.85 (C-
4´), 75.84 (C-3´), 74.82 (C-3´), 71.91 (C-2´), 71.64 (C-2´), 70.43 (C-6´´), 69.25 (C-6´´), 63.53 (C-
5´), 55.05 (C-5´), 54.98 (D1+2 × OMe), 23.36 (C-8´´). 
 
HRMS ((+)-ESI) von 64a/64b:  berechnet für C47H45N6O10+:  853.3192 [M+H]+ 
     gefunden:    853.3201 [M+H]+ 

 
HRMS ((−)-ESI) von 64a/64b:  berechnet für C47H43N6O10−:  851.3046 [M−H]− 
     gefunden:    851.3040 [M−H]− 
 
HRMS ((+)-ESI) von 63a/63b : berechnet für C47H45N6O10+:  853.3192 [M+H]+ 
     gefunden:    853.3200 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI) von 63a/63b : berechnet für C47H43N6O10−:  851.3046 [M−H]− 
     gefunden:    851.3042 [M−H]− 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.18 Minuten, m/z 
= 825.5 [M+H]+, m/z = 823.4 [M−H]− 
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IR (ATR, Film) von 64a/64b: 𝜈 [cm−1] = 2923 (w), 2358 (w), 1703 (w), 1607 (m), 1580 (m), 1524 
(m), 1508 (s), 1455 (m), 1340 (m), 1298 (m), 1246 (s), 1174 (s), 1070 (s), 1029 (s), 899 (w), 827 
(s), 790 (m), 748 (m), 703 (s). 
 
IR (ATR, Film) von 63a/63b: 𝜈 [cm−1] = 2932 (w), 2359 (w), 1701 (w), 1607 (m), 1580 (m), 1523 
(m), 1507 (s), 1454 (m), 1340 (w), 1297 (m), 1246 (s), 1175 (m), 1071 (m), 1028 (s), 899 (w), 
827 (m), 790 (m), 747 (m), 702 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS (64a/64b) = 82.3 – 84.1 °C, TS (63a/63b) = 81.6 – 83.0 °C. 
 
 
3’-Npeom-2’-(allyl, SATE)-phosphate-N6-Bz-adenosin (65) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 63 (1.27 g, 1.49 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (16 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre 34 (720 mg, 1.79 mmol, 1.2 Äq) zugegeben. Nach Zugabe von 
Pyr∙TFA (346 mg, 1.79 mmol, 1.2 Äq) wurde die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt, anschließend Allylalkohol (0.50 mL, 7.43 mmol, 5.0 Äq) sowie 
BTT (0.3 M in MeCN, 9.94 mL, 2.98 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und für weitere 120 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.81 mL, 4.47 mmol, 
3.0 Äq) wurde weitere 50 Minuten gerührt und anschließend die Reaktion durch Zugabe von 
wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 1.85 mL, 8.95 mmol, 6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach 
Verdünnen der Suspension mit H2O (200 mL), wurde die wässrige Phase mit 
EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert, die vereinigten organischen Phasen mit gesättigter, wässriger 
NaCl-Lösung (300 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel unter 
verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (23.8 mL) gelöst, H2O (0.26 mL) 
sowie DCA (6% in DCM, 23.8 mL) zugegeben und für 15 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. 
Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und 
H2O (100 mL) versetzt und mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen 
Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (300 mL) gewaschen, über Na2SO4 
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getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde 
säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1) aufgereinigt und 
65 (684 mg, 829 μmol, 56%) als gelbliches, viskoses Öl erhalten. Bei dem isolierten Produkt 
handelte es sich um ein untrennbares Gemisch aus 4 Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute, dann 95-5% B über eine 
Minute): tR = 8.25 Minuten, m/z = 853.5 [M+H]+, m/z = 851.5 [M−H]− 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C37H42N6O12PS+: 825.2314 [M+H]+ 
    gefunden:    825.2321 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C37H40N6O12PS−: 823.2168 [M−H]− 
    gefunden:    823.2167 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3293 (w), 2934 (w), 1691 (m), 1610 (m), 1582 (m), 1522 (m), 1454 
(m), 1342 (m), 1246 (m), 1067 (s), 1009 (s), 936 (s), 864 (m), 794 (m), 748 (m), 706 (s). 
 
Rf = 0.38 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
2’’’- Npeom- 3’’’- (SATE)- phosphate- N6’’- Bz- adenosin- 3’- npeom- 2’- ((allyl, SATE)-
phosphate)- N6- Bz- adenosin (66) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 64 (1.14 g, 1.34 mmol, 2.0 Äq) in trockenem DCM (14.5 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre 34 (647 mg, 1.61 mmol, 2.4 Äq) zugegeben. Nach Zugabe von 
Pyr∙TFA (311 mg, 1.61 mmol, 2.4 Äq) wurde die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt, anschließend 65 (552 mg, 0.669 mmol, 1.0 Äq) sowie BTT (0.3 M in 
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MeCN, 44.7 mL, 13.4 mmol, 10.0 Äq) zugegeben und für weitere 120 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.97 mL, 5.36 mmol, 
8.0 Äq) wurde weitere 30 Minuten gerührt und anschließend die Reaktion durch Zugabe von 
wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 2.23 mL, 10.7 mmol, 16.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach 
Verdünnen der Suspension mit H2O (100 mL), wurde die wässrige Phase mit 
EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert, die vereinigten organischen Phasen mit gesättigter, wässriger 
NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel unter 
verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (21.4 mL) gelöst, H2O (0.21 mL) 
sowie DCA (6% in DCM, 21.4 mL) zugegeben und für 10 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. 
Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (50 mL) und 
H2O (50 mL) versetzt und mit EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen 
Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 
getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde 
säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 24:1) aufgereinigt und 
66 (725 mg, 446 μmol, 67%) als farblosen Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt 
handelte es sich um ein untrennbares Gemisch aus 16 Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute, dann 95-5% B über eine 
Minute): tR = 8.15 Minuten, m/z = 1592.0 [M+H]+. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C71H77N12O23P2S2+: 1591.4136 [M+H]+ 
    gefunden:    1591.4203 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C71H75N12O23P2S2−: 1589.3990 [M−H]− 
    gefunden:    1589.3976 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2933 (w), 1693 (m), 1610 (m), 1582 (m), 1522 (m), 1454 (m), 
1341 (m), 1247 (m), 1014 (s), 794 (m), 748 (m), 706 (s). 
 
Rf = 0.31 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
Schmelzpunkt: TS = 103.5 – 105.4 °C 
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2’’’- Npeom- 3’’’- (SATE)- Phosphate- N6’’- Bz- adenosin- 3’- npeom- 2’- (SATE)-phosphate- 
N6- Bz- adenosin (67) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 66 (710 mg, 446 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Aceton (17.8 mL) wurde 
NaI (668 mg, 4.46 mmol, 10.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung für 3 Stunden auf 55 °C 
erhitzt. Das Lösemittel wurde unter reduziertem Druck entfernt, der Rückstand in einer 
möglichst kleinen Menge Aceton (0.5 mL) gelöst und tropfenweise in H2O (8 mL) gegeben. Der 
resultierende Niederschlag wurde zentrifugiert, der Überstand verworfen und der 
Niederschlag erneut durch Zugabe von H2O (8 mL) und anschließender Zentrifugation 
gewaschen. Der Niederschlag wurde in Aceton gelöst, das Lösemittel unter verminderten 
Druck entfernt und der Rückstand im Hochvakuum getrocknet. Das Rohprodukt 67 (650 mg, 
418 μmol, 94%), welches sich aus 8 Diastereomeren zusammensetzte, wurde ohne weitere 
Aufreinigung im nachfolgenden Schritt verwendet. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute, dann 95-5% B über eine 
Minute): tR = 7.80 – 8.63 Minuten, m/z = 1552.1 [M+H]+, m/z = 1549.0 [M−H]− 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C68H73N12O23P2S2+: 1551.3823 [M+H]+ 
    gefunden:    1551.3812 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C68H71N12O23P2S2−: 1549.3677 [M−H]− 
    gefunden:    1549.3667 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2927 (w), 1688 (m), 1610 (m), 1581 (m), 1522 (m), 1455 (m), 
1340 (m), 1244 (m), 1023 (s), 862 (m), 795 (m), 747 (m), 707 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 104.6 – 107.8 °C
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2’,3’- c- di- Npeom- N6’’- Bz- adenosin- (SATE)- phosphate- N6- Bz- adenosin- (SATE)-
phosphat (68) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 67 (636 mg, 410 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Pyridin (120 mL) wurde 
MSNT (607 mg, 2.05 mmol, 5.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt direkt 
säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1) aufgereinigt. Das Produkt 
68 (310 mg, 202 μmol, 49%) wurde als farbloser Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt 
handelte es sich um ein untrennbares Gemisch aus 16 Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute, dann 95-5% B über eine 
Minute): tR = 8.14 Minuten, m/z = 1533.9 [M+H]+ (berechnet: 1533.4 [M+H]+). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C68H71N12O22P2S2+: 1533.3717 [M+H]+ 
    gefunden:    1533.3685 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2922 (w), 2361 (w), 1694 (m), 1611 (m), 1581 (m), 1524 (m), 
1454 (m), 1410 (m), 1338 (m), 1246 (m), 1064 (m), 1020 (s), 833 (m), 793 (m), 747 (m), 707 (s). 
 
Rf = 0.61 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
Schmelzpunkt: TS = 71.3 – 72.9 °C 
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2’,3’-c-di-Npeom-diadenosin-(SATE)-monophosphat (56) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 68 (100 mg, 65.2 μmol, 1.0 Äq) in MeOH (26 mL) wurde ZnBr2 (734 mg, 
3.26 mmol, 50 Äq) gegeben und das Reaktionsgemisch über Nacht bei Raumtemperatur 
gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt, in einer möglichst kleinen Menge 
MeOH (0.5 mL) suspendiert und in tropfenweise in H2O (8 mL) gegeben. Der resultierende 
Niederschlag wurde zentrifugiert, der Überstand verworfen und der Niederschlag erneut 
durch Zugabe von H2O (8 mL) und anschließender Zentrifugation gewaschen. Der Rückstand 
wurde durch Lyophilisation getrocknet und das Rohprodukt mittels reversed-phase 
HPLC (50% → 70% MeCN in H2O über 45 Minuten) aufgereinigt. Bei der Aufreinigung wurden 
die 16 erwarteten Diastereomere in zwei Peak-Cluster (PC1 und PC2) aufgetrennt. Die zwei 
Diastereomergemische des Produkts 56 PC1 (5.94 mg, 4.48 μmol, 6.9%, tR = 19.5 Minuten) 
und PC2 (9.78 mg, 7.40 μmol, 11.3%, tR = 23.4 – 24.5 Minuten) wurden separiert und als 
farblose Feststoffe erhalten. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.15 Minuten, m/z 
= 1326.0 [M+H]+. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C54H63N12O20P2S2+: 1325.3193 [M+H]+ 
    gefunden:    1325.3226 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3188 (w), 1690 (m), 1599 (w), 1524 (w), 1424 (w), 1335 (w), 
1275 (m), 1200 (m), 1015 (s), 932 (m), 798 (m), 748 (m), 721 (m). 
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Extinktionskoeffizient:  ε263nm = 40700 M−1cm−1 (1% DMSO in H2O) 
 

 
 

6.4 Experimentelle Vorschriften zu biologisch aktiven CDNs 
6.4.1 2‘,3‘-cGAMP (1) 
 
2’-(Allyl, cyanoethyl)-phosphat-3’-O-TBS-N2-iBu-guanosin (84) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 3'-O-TBS-5'-O-DMT-N2-isobutyrylguanosin 2'-CE-
Phosphoramidit (995 mg, 1.03 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (6.9 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre Allylalkohol (0.35 mL, 5.13 mmol, 5.0 Äq) sowie BTT (0.3 M in MeCN, 
6.87 mL, 2.06 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und für 90 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. 
Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.56 mL, 3.09 mmol, 3.0 Äq) wurde weitere 
30 Minuten gerührt und anschließend die Reaktion durch Zugabe von wässriger NaHSO3-
Lösung (500 mg/mL, 1.29 mL, 6.18 mmol, 6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach Verdünnen der 
Suspension mit H2O (100 mL), wurde mit EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert, die vereinigten 
organischen Phasen mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 
getrocknet und das Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in 
DCM (16.5 mL) gelöst, H2O (0.19 mL) sowie DCA (6% in DCM, 16.5 mL) zugegeben und für 
10 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, 
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wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und H2O (100 mL) versetzt und mit EtOAc (3 × 200 mL) 
extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-
Lösung (200 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. 
Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 49:1 → 24:1 → 
23:2) aufgereinigt und das geschützte Nukleosid 84 (568 mg, 887 μmol, 86%) als farblosen 
Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares 
Diastereomerengemisch (84a/84b = 1:1). 
 
1H-NMR von 84a/84b (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 12.17 (s, 1H, NH), 9.21 (s, 1H, NH), 7.84 (s, 
1H, H-8), 5.96 (d, J = 6.8 Hz, 1H, H-1´), 5.83 – 5.69 (m, 1H, 2´´´), 5.52 (2dd, J = 6.8, 4.8 Hz, 1H, 
H-2´), 5.31 – 5.18 (m, 2H, H-3´´´), 4.55 (dd, J = 4.9, 1.9 Hz, 1H,H-3´), 4.41 – 4.28 (m, 2H, H-1´´´), 
4.17 (d, J = 2.0 Hz, 1H, H-4´), 4.16 – 4.03 (m, 2H, H-1´´), 3.96 (dd, J = 12.6, 2.2 Hz, 1H, H-5a´), 
3.72 (t, J = 10.7 Hz, 1H H-5b´), 2.75– 2.58 (m, 3H, 2 × H-2´´, H-i-Bu), 1.25 (2d, J = 6.9 Hz, 6H, H-
i-Bu), 0.94 (s, 9H , H-t-Bu), 0.15 (2s, 6H, 2 × SiMe). 
 
13C-NMR von 84a/84b (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 179.19 (C-i-Bu), 155.27 (C-6), 148.15 (C-2), 
147.40 (C-4), 139.41 (C-8), 131.52 (d, J = 6.4 Hz, C-2´´´), 122.69 (C-5), 119.61 (C-3´´´), 
116.36 (C-CN), 87.90 (d, J = 5.2 Hz, C-1´), 87.77 (C-4´),76.95 (d, J = 5.1 Hz, C-2´), 72.04 (d, J = 
4.9 Hz, C-3´), 69.30 (d, J = 5.7 Hz, C-1´´´), 62.27 (d, J = 5.2 Hz, C-1´´), 62.25 (C-5´), 36.44 (C-i-Bu), 
25.81 (C-t-Bu), 19.77 (d, J = 7.4 Hz, C-2´´), 19.03 (2s, C-i-Bu), 18.98 (), 18.28 (C-t-Bu), −4.64 (2s, 
C-SiMe). 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.64 Minuten, 
6.75 Minuten, m/z = 641.5 [M+H]+. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C26H41N6O9PSiNa+: 663.2334 [M+Na]+ 
    gefunden:    663.2330 [M+Na]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C26H40N6O9PSi−: 639.2369 [M−H]− 
    gefunden:    639.2379 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2927 (w), 2001 (w), 1676 (s), 1603 (m), 1558 (m), 1402 (m), 1252 (m), 
1148 (m), 1025 (s), 948 (s), 834 (s), 780 (s), 668 (m), 622 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 67.2 – 69.5 °C. 
 
Rf = 0.19 (DCM:MeOH = 24:1). 
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3’’- (Cyanoethyl)- phosphat- 2’- O-TBS- N6’’- Bz- adenosine- 2’- (allyl, cyanoethyl)- phosphat-
3’- O-TBS- N2- iBu- guanosin (85) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 84 (560 mg, 874 μmol 1.0 Äq) in trockenem DCM (9.0 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre 2'-O-TBS-5'-O-DMT-N6-benzoyladenosin 2'-CE-Phosphoramidit (1.04 g, 
1.05 mmol, 1.2 Äq) sowie BTT (0.3 M in MeCN, 5.83 mL, 1.75 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und für 
120 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 
0.48 mL, 2.62 mmol, 3.0 Äq) wurde weitere 30 Minuten gerührt und anschließend die 
Reaktion durch Zugabe von wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 1.09 mL, 5.24 mmol, 
6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach Verdünnen der Suspension mit H2O (100 mL), wurde die 
wässrige Phase mit EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert, die vereinigten organischen Phasen mit 
gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das 
Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (14.0 mL) gelöst, 
H2O (0.16 mL) sowie DCA (6% in DCM, 14.0 mL) zugegeben und für 10 Minuten bei 
Raumtemperatur gerührt. Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, wässriger 
NaHCO3-Lösung (100 mL) und H2O (100 mL) versetzt und mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. 
Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (200 mL) 
gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt 
wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 19:1) aufgereinigt 
und 85 (831 mg, 670 μmol, 77%) als farblosen Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt 
handelte es sich um ein untrennbares Gemisch aus vier Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.79 Minuten, 
7.88 Minuten, m/z = 1241.9 [M+H]+ 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C52H75N12O16P2Si2+: 1241.4432 [M+H]+ 
    gefunden:    1241.4439 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C52H73N12O16P2Si2−: 1239.4287 [M−H]− 
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    gefunden:    1239.4289 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2929 (w), 2857 (w), 1682 (s), 1607 (m), 1562 (m), 1462 (m), 1410 (w), 
1361 (w), 1251 (s), 1155 (m), 1073 (m), 1027 (s), 1005 (s), 946 (m), 835 (s), 811 (m), 780 (s), 
707 (m). 
 
Rf = 0.42 (DCM:MeOH = 19:1). 
 
 
3’’- (Cyanoethyl)- phosphat- 3’- O-TBS- N6’’- Bz- Adenosine- 2’- (cyanoethyl)- phosphat-3’- O-
TBS- N2- iBu- guanosin (86) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 85 (821 mg, 661 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Aceton (20.0 mL) wurde 
NaI (991 mg, 6.61 mmol, 10.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung für 3 Stunden auf 55 °C 
erhitzt. Das Lösemittel wurde unter reduziertem Druck entfernt, der Rückstand in einer 
möglichst kleinen Menge Aceton (0.5 mL) gelöst und tropfenweise in H2O (20 mL) gegeben. 
Der resultierende Niederschlag wurde zentrifugiert, der Überstand verworfen und der 
Niederschlag erneut durch Zugabe von H2O (10 mL) und anschließender Zentrifugation 
gewaschen. Der Niederschlag wurde in Aceton gelöst, das Lösemittel unter verminderten 
Druck entfernt und der Rückstand im Hochvakuum getrocknet. Das Rohprodukt 86 (730 mg, 
608 μmol, 92%), welches sich aus zwei Diastereomeren zusammensetzte, wurde ohne weitere 
Aufreinigung im nachfolgenden Schritt verwendet. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.87 Minuten, m/z 
= 1202.6 [M+H]+, m/z = 1199.6 [M−H]−. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C49H71N12O16P2Si2+: 1201.4119 [M+H]+ 
    gefunden:    1201.4120 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C49H69N12O16P2Si2−: 1199.3974 [M−H]− 
    gefunden:    1199.3964 [M−H]− 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2928 (w), 2855 (w), 1681 (m), 1608 (m), 1519 (w), 1461 (m), 
1404 (w), 1361 (w), 1331 (w), 1251 (s), 1155 (m), 1073 (s), 1031 (s), 1000 (s), 941 (m), 836 (s), 
781 (s), 707 (s). 
 
Schmelzpunkt: TS = 171.9 – 172.6 °C 
 
 
2’,3’- c- di-O-TBS- N6’’- Bz- Adenosin- (cyanoethyl)- phosphate- N2- iBu- guanosin- 
(cyanoethyl)- phosphat (87) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 86 (712 mg, 593 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Pyridin (175 mL) wurde 
MSNT (879 mg, 2.97 mmol, 5.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt direkt 
mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 24:1) aufgereinigt. 
Das Produkt 87 (384 mg, 325 μmol, 55%) wurde als farbloser Schaum erhalten. Bei dem 
isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares Gemisch aus vier Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.75, 7.83, 
8.07 Minuten, m/z = 1183.6 [M+H]+, m/z = 1181.9 [M−H]−. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C49H69N12O15P2Si2+: 1183.4014 [M+H]+ 
    gefunden:    1183.4012 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C49H67N12O15P2Si2−: 1181.3868 [M−H]− 
    gefunden:    1181.3872 [M−H]− 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2929 (w), 2855 (w), 1682 (m), 1607 (m), 1557 (w), 1455 (m), 
1407 (w), 1362 (w), 1328 (w), 1252 (s), 1189 (w), 1153 (m), 1035 (s), 1004 (s), 946 (m), 835 (s), 
781 (s), 708 (s). 
 
Rf = 0.28 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
Schmelzpunkt: TS = 179.1 – 179.8 °C 
 
 
2’,3’-c-Guanosin-Adenosin-Monophosphat (2’,3’-cGAMP, Na+-Salz, 1) 
 

 
 
Zu 87 (372 mg, 314 μmol, 1.0 Äq) wurde MeNH2 (30 wt%, 10.1 mL) gegeben und für 
24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Alle flüchtigen Reaktionsbestandteile wurden unter 
verminderten Druck entfernt und der Rückstand in Pyridin (5.4 mL) und THF (14.7 mL) 
suspendiert. Nach Zugabe von Et3N·3HF (3.00 mL, 18.4 mmol, 59 Äq) und NEt3 (3.00 mL) 
wurde die resultierende, gelbliche Lösung für 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Durch 
Zugabe von TMSOMe (9.00 mL) wurde überschüssiges Hydrogenfluorid umgesetzt und die 
flüchtigen Reaktionsbestandteile in vacuo entfernt. Der Rückstand wurde mittels reversed-
phase HPLC (0% → 10% Puffer B in Puffer A über 45 Minuten, tR = 32 Minuten) und nach 
Lyophilisation erneut mittels reversed-phase HPLC (0% für 7 Minuten, 0 → 20% für 8 Minuten, 
20 → 80% für 2 Minuten MeCN + 0.1% TFA in H2O + 0.1% TFA, tR = 16.9 Minuten) aufgereinigt. 
Nach Lyophilisation wurde das Produkt in H2O (5 mL) gelöst, mit AmberChrom® 50WX2 Na+-
Form (300 mg) versetzt und für 20 Minuten gerührt. Nach Filtration und Lyophilisation wurde 
2’,3’-cGAMP (1, 100 mg, 139 μmol, 44%) als farbloser Feststoff erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, D2O): δ [ppm] =8.26 (s, 1H), 7.91 (bs, 2H), 5.84 (s, 1H), 5.70 (s, 1H), 5.47 
(bs, 1H), 4.38 – 3.97 (m, 9H), 3.73 (s, 1H). 
 
13C-NMR (151 MHz, D2O) δ [ppm] = 159.22, 151.94, 146.86, 140.78, 139.58, 117.87, 116.66, 
110.00, 89.87, 86.17, 83.48, 83.41, 80.02, 74.21, 71.49, 69.93, 65.74, 61.99. 
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31P-NMR (162 MHz, D2O) δ [ppm] = −1.21, −4.13. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C20H25N10O13P2+: 675.1072 [M+H]+ 
    gefunden:    675.1067 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C20H23N10O13P2−: 673.0927 [M−H]− 
    gefunden:    673.0927 [M−H]− 
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6.4.2 2‘,3‘-c-di-AMP (28) 
 
5’-O-DMTr-3’-O-TBS-N6-Bz-Adenosin (88)[268] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 5’-O-DMTr-N6-Bz-adenosin (8.00 g, 11.9 mmol, 1.0 Äq) in trockenem 
Pyridin (100 mL) wurde TBSCl (2.33 g, 15.4 mmol, 1.3 Äq) und Imidazol (2.42 g, 35.6 mmol, 
3.0 Äq) zugegeben und über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion wurde durch 
Zugabe von gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (250 mL) beendet und mit 
DCM (3 × 250 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, 
wässriger NaCl-Lösung (250 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in 
vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, iHex:EtOAc 
+ 0.5% NEt3 = 1:1 → 1:2 → 1:4 → 1:9) aufgereinigt und 88 (3.25 g, 4.12 mmol, 35%) als 
farbloser Schaum erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 11.23 (s, 1H, NH), 8.66 (s, 1H, H-2), 8.65 (s, 1H, H-8), 8.04 
(d, J = 7.2 Hz, 2H, H-Bz), 7.64 (t, J = 7.4 Hz, 1H, H-Bz), 7.55 (t, J = 7.5 Hz, 2H, H-Bz), 7.39 – 7.32 
(m, 2H, H-DMTr), 7.29 – 7.05 (m, 7H, H-DMTr), 6.85 (dd, J = 9.0, 3.1 Hz, 4H, H-DMTr), 6.03 (d, 
J = 5.4 Hz, 1H, H-1´), 5.52 (d, J = 6.1 Hz, 1H, 2´-OH), 4.91 (q, J = 5.5 Hz, 1H, H-2´), 4.49 (t, J = 4.5 
Hz, 1H, H-3´), 4.07 (q, J = 4.6 Hz, 1H, H-4´), 3.72 (s, 6H, 2 × OMe), 3.41 – 3.37 (m, 1H, H-5a´), 
3.17 (dd, J = 10.5, 5.0 Hz, 1H, H-5b´), 0.85 (s, 9H, H-t-Bu), 0.09 (s, 3H, H-SiMe), 0.06 (s, 3H, H-
SiMe). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 165.64 (C-Bz), 158.11 (C-DMTr), 152.08 (C-4), 
151.51 (C-2), 150.51 (C-6), 144.80 (C-DMTr), 143.94 (C-8), 137.37 (C-DMTr), 135.49 (C-DMTr), 
133.33 (C-Bz), 132.50 (C-Bz), 129.69 (C-DMTr), 128.93 (C-DMTr), 128.50 (C-Bz), 
128.24 (C-DMTr), 127.81 (C-DMTr), 127.64 (C-DMTr), 126.72 (C-DMTr), 126.10 (C-5), 
125.34 (C-DMTr), 113.16 (C-t-Bu), 88.20 (C-1´), 85.68 (C-DMTr), 83.73 (C-4´), 72.30 (C-3´), 
71.99 (C-2´), 63.12 (C-5´), 55.04 (C-OMe), 25.80 (C-t-Bu), −4.43 (C-SiMe), −5.05 (C-SiMe). 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C44H50N5O7Si+:  788.3474 [M+H]+ 
    gefunden:    788.3465 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C44H48N5O7Si−:  786.3328 [M−H]− 
    gefunden:    786.3343 [M−H]− 
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IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 2929 (w), 2856 (w), 2360 (w), 1704 (w), 1608 (m), 1581 (m), 1508 (s), 
1454 (m), 1408 (w), 1326 (w), 1297 (m), 1247 (s), 1175 (s), 1065 (m), 1031 (s), 905 (m), 864 
(m), 833 (s), 781 (s), 781 (s), 754 (m), 703 (s). 
 
Rf = 0.28 (iHex:EtOAc + 0.5% NEt3 = 1:1). 
 
 
2’-(Allyl, cyanoethyl)-phosphat-3’-O-TBS-N6-Bz-adenosin (89) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 88 (1.50 g, 1.91 mmol, 1.0 Äq) in trockenem DCM (15.2 mL) wurde unter 
Agronatmosphäre 2-Cyanoethyl N,N,N‘,N‘-Tetraisopropylphosphorodiamidit (0.73 mL, 
2.29 mmol, 1.2 Äq) und Pyr∙TFA (442 mg, 2.29 mmol, 1.2 Äq) gegeben und über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde Allylalkohol (0.65 mL, 9.55 mmol, 5.0 Äq) 
sowie BTT (0.3 M in MeCN, 12.7 mL, 3.82 mmol, 2.0 Äq) zugegeben und für weitere 
90 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von t-BuOOH (5.5 M in Decan, 
1.04 mL, 5.73 mmol, 3.0 Äq) wurde weitere 30 Minuten gerührt und anschließend die 
Reaktion durch Zugabe von wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 2.39 mL, 11.5 mmol, 
6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach Verdünnen der Suspension mit H2O (200 mL), wurde mit 
EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert, die vereinigten organischen Phasen mit gesättigter, wässriger 
NaCl-Lösung (300 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel unter 
verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (30.6 mL) gelöst, H2O (0.34 mL) 
sowie DCA (6% in DCM, 30.6 mL) zugegeben und für 15 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. 
Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und 
H2O (100 mL) versetzt und die wässrige Phase mit EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. Die 
vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (300 mL) 
gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt 
wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 19:1) aufgereinigt und 
89 (860 mg, 1.31 mmol, 69%) als farbloser Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt 
handelte es sich um ein untrennbares Diastereomerengemisch (89a/89b = 1:1). 
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LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 6.85, 6.92 Minuten, 
m/z = 659.4 [M+H]+. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C29H40N6O8PSi+: 659.2409 [M+H]+ 
    gefunden:    659.2409 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C29H38N6O8PSi−: 657.2263 [M−H]− 
    gefunden:    657.2269 [M−H]− 
 
Rf = 0.43 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
3’’- (Cyanoethyl)- phosphat- 2’- O-TBS- N6’’- Bz- adenosine- 2’- (allyl, cyanoethyl)- phosphat-
3’- O-TBS- N6-Bz-adenosin (90) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 89 (806 mg, 1.22 mmol, 1.0 Äq) in trockenem MeCN (8.10 mL) wurde 
unter Agronatmosphäre 2'-O-TBS-5'-O-DMT-N6-benzoyladenosin 2'-CE-
Phosphoramidit (1.57 g, 1.59 mmol, 1.3 Äq) sowie BTT (0.3 M in MeCN, 8.10 mL, 2.44 mmol, 
2.0 Äq) zugegeben und für 120 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von 
t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.67 mL, 3.66 mmol, 3.0 Äq) wurde weitere 30 Minuten gerührt und 
anschließend die Reaktion durch Zugabe von wässriger NaHSO3-Lösung (500 mg/mL, 1.52 mL, 
7.32 mmol, 6.0 Äq) bei 0 °C beendet. Nach Verdünnen der Suspension mit H2O (100 mL), 
wurde die wässrige Phase mit EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert, die vereinigten organischen 
Phasen mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (100 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet 
und das Lösemittel unter verminderten Druck entfernt. Der Rückstand wurde in 
DCM (19.5 mL) gelöst, H2O (0.22 mL) sowie DCA (6% in DCM, 19.5 mL) zugegeben und für 
10 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Die orange Reaktionslösung wurde mit gesättigter, 
wässriger NaHCO3-Lösung (100 mL) und H2O (100 mL) versetzt und die wässrige Phase mit 
EtOAc (3 × 200 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit gesättigter, 
wässriger NaCl-Lösung (200 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in 
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vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica Gel, 
DCM:MeOH = 99:1 → 49:1 → 19:1) aufgereinigt und 90 (1.13 g, 900 μmol, 74%) als farbloser 
Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares Gemisch 
aus vier Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.76, 7.84, 8.89, 
7.96 Minuten, m/z = 1259.9 [M+H]+, m/z = 1257.9 [M−H]− (berechnet: 1259.4 [M+H]+, 
1257.4 [M−H]−). 
 
Rf = 0.24 (DCM:MeOH = 24:1). 
 
 
3’’- (Cyanoethyl)- phosphat- 2’- O-TBS- N6’’- Bz- adenosine- 2’- (cyanoethyl)- phosphat-3’- O-
TBS- N6-Bz-adenosin (91) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 90 (1.13 g, 900 μmol, 1.0 Äq) in trockenem Aceton (30.0 mL) wurde 
NaI (1.35 g, 9.00 mmol, 10.0 Äq) gegeben und die Reaktionsmischung für 5 Stunden auf 55 °C 
erhitzt. Das Lösemittel wurde unter reduziertem Druck entfernt und das Rohprodukt direkt 
mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 19:1 → 9:1 → 4:1 → 7:3) 
aufgereinigt und 91 (647 mg, 531 μmol, 59%) als gelblicher Feststoff erhalten. Das Produkt, 
welches sich aus zwei Diastereomeren zusammensetzte, wurde ohne weitere Aufreinigung im 
nachfolgenden Schritt verwendet. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 8.20 Minuten, m/z 
= 1219.8 [M+H]+, m/z = 1217.2 [M−H]−. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C52H69N12O15P2Si2+: 1219.4014 [M+H]+ 
    gefunden:    1219.4043 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C52H67N12O15P2Si2−: 1217.3868 [M−H]− 
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    gefunden:    1217.3906 [M−H]− 
 
Rf = 0.24 (DCM:MeOH = 4:1). 
 
Schmelzpunkt: TS = 193.1 – 193.8 °C 
 
 
2’,3’-c-di-O-TBS-di-N6-Bz-Adenosin-(cyanoethyl)-phosphate (92) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 91 (400 mg, 330 μmol, 1.0 Äq) in trockenem THF (78.0 mL) mit 
aktiviertem Molekularsieb (4 Å) wurde TPSCl (5.00 g, 16.5 mmol, 50.0 Äq) und N-
Methylimidazol (1.32 mL, 16.5 mmol, 50.0 Äq) zugegeben und über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion wurde durch Zugabe von H2O (250 mL) beendet und 
die wässrige Phase mit EtOAc (3 × EtOAc) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen 
wurden mit gesättigter, wässriger NaCl-Lösung (200 mL) gewaschen, über Na2SO4 getrocknet 
und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde säulenchromatographisch (Silica 
Gel, DCM:MeOH = 99:1 → 19:1) aufgereinigt und 92 (208 mg, 173 μmol, 52%) als farbloser 
Schaum erhalten. Bei dem isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares Gemisch 
aus vier Diastereomeren. 
 
LC-MS (Puffer A: 0.01% Ameisensäure in H2O, Puffer B: 0.01% Ameisensäure in MeCN, 
Methode: 5-80% Puffer B in 7 Minuten, dann 95% B für eine Minute): tR = 7.91 Minuten, 
m/z = 1201.3 [M+H]+, m/z = 1199.7 [M−H]− (berechnet: 1201.4 [M+H]+, 1199.3 [M−H]−). 
 
Rf = 0.38 (DCM:MeOH = 24:1). 
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2’,3’-c-di-Adenosin-monophosphat (2’,3’-c-di-AMP, Na+-Salz, 28) 
 

 
 
Zu einer Lösung von 92 (208 mg, 173 μmol, 1.0 Äq) in MeOH (27.9 mL) wurde NH4OH-
Lösung (28-30 wt%, 27.9 mL) gegeben und für 24 Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Alle 
flüchtigen Reaktionsbestandteile wurden unter verminderten Druck entfernt und der 
Rückstand in Pyridin (1.50 mL) und THF (7.90 mL) suspendiert. Nach Zugabe von Et3N·3HF 
(1.63 mL, 10.0 mmol, 9.4 Äq) und NEt3 (1.63 mL) wurde die resultierende, gelbliche Lösung für 
3 Tage bei Raumtemperatur gerührt. Durch Zugabe von TMSOMe (4.10 mL) wurde 
überschüssiges Hydrogenfluorid umgesetzt und die flüchtigen Reaktionsbestandteile in vacuo 
entfernt. Der Rückstand wurde mittels reversed-phase HPLC (0% → 20% Puffer B in Puffer A 
über 45 Minuten, tR = 19.3 Minuten) aufgereinigt. Nach mehrmaliger Lyophilisation wurde der 
ölige Rückstand mit AmberChrom® 50WX2 Na+-Form (300 mg) versetzt und für 20 Minuten 
gerührt. Nach Filtration und Lyophilisation wurde 28 (12 mg, 17.0 μmol, 10%) als farbloser 
Feststoff erhalten. 
 
1H-NMR (600 MHz, MeOH-d4): δ [ppm] = 8.94 (s, 1H), 8.55 (s, 1H), 8.43 (s, 1H), 8.26 (s, 1H), 
6.35 (d, J = 7.7 Hz, 1H), 6.16 (s, 1H), 5.18 (s, 1H), 4.85 (s, 1H), 4.55 (d, J = 4.1 Hz, 1H), 4.51 (d, J 
= 8.5 Hz, 1H), 4.43 (d, J = 11.6 Hz, 1H), 4.41 (t, J = 1.9 Hz, 1H), 4.33 (dd, J = 11.5, 5.8 Hz, 1H), 
4.19 (d, J = 11.7 Hz, 1H), 4.01 (d, J = 11.2 Hz, 1H). 
13C-NMR (151 MHz, D2O) δ [ppm] = 149.89, 149.15, 148.77, 146.71, 146.35, 145.28, 142.06, 
140.18, 117.51, 117.26, 89.56, 84.47, 79.41, 74.04, 72.57, 70.61, 66.70, 62.06. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C20H25N10O12P2+: 659.1123 [M+H]+ 
    gefunden:    659.1132 [M+H]+ 
 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C20H23N10O12P2−: 657.0978 [M−H]− 
    gefunden:    657.0982 [M−H]− 
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6.5 Experimentelle Vorschriften zu cAzadC-Prodrugs 
6.5.1 ProTide 
 
Isopropyl-(chloro(phenoxy)phosphoryl)-L-alaninat (74)[246] 
 

 
 
Das Hydrochlorid-Salz des L-Alanin-isopropylesters 73 (335 mg, 2.00 mmol, 1.0 Äq) wurde in 
trockenem DCM (20 mL) unter Argonatmosphäre gelöst und auf −78 °C gekühlt. Phenyl-
dichlorophosphat (0.31 mL, 2.00 mmol, 1.0 Äq) wurde zugegeben und die Reaktionsmischung 
für 20 Minuten gerührt, gefolgt von der tropfenweisen Zugabe von NEt3 (0.56 mL, 4.00 mmol, 
2.0 Äq) über 15 Minuten. Die farblose Lösung wurde weitere 30 Minuten gerührt und 
anschließend auf Raumtemperatur erwärmt und für weitere 3 Stunden gerührt. Das 
Lösemittel wurde unter reduziertem Druck entfernt und der Rückstand in trockenem Et2O 
suspendiert, filtriert und der Filterkuchen mit Et2O gewaschen. Das Lösemittel des Filtrats 
wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, 
iHex:EtOAc = 4:1) gereinigt. Das Diastereomerengemisch (74a/74b = 1:1) des Produkts 
74 (420 mg, 1.37 mmol, 69%) wurde als gelbliches Öl erhalten. 
 
1H-NMR von D1/D2 (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.40 (td, J = 7.4, 7.0, 3.4 Hz, 2H, H-Ar), 7.31 – 
7.23 (m, 3H, H-Ar), 5.11 (2p, J = 6.3 Hz, 2H, H-4), 4.43 – 4.24 (m, 1H, H-2), 4.23 – 4.03 (m, 1H, 
NH), 1.52 (2d, J = 7.1 Hz, 3H, H-3), 1.34 – 1.26 (m, 6H, H-5). 

13C-NMR von D1/D2 (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 172.32 (2d, J = 9.1 Hz), 149.85 (2d, J = 5.8 Hz), 
130.07, 126.13, 120.68 (2d, J = 1.4 Hz), 69.96 (2s), 50.98 (s-breit), 50.63 (2s), 21.84, 
21.77,20.73 (2d, J = 3.6 Hz). 

31P-NMR (162 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.11, 7.72. 

Rf = 0.87 (iHex:EtOAc = 3:7). 
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cAzadC-monophosphate-ProTide (70) 
 

 
 
Das Nukleosidanaloga cAzadC (21, 25.0 mg, 110 μmol, 1.0 Äq) wurde am Hochvakuum für 
30 Minuten bei 50 °C getrocknet, anschließend unter Argonatmosphäre in trockenem 
Pyridin (2.28 mL) suspendiert und 74 (1 M in THF, 0.13 mL, 130 μmol, 1.2 Äq) zugetropft. 
Anschließend wurde Dimethylaluminiumchlorid (1 M in THF, 55.0 μL, 55.0 μmol, 0.5 Äq) bei 
0 °C über 10 Minuten tropfenweise zugegeben, die Reaktionsmischung langsam auf 
Raumtemperatur erwärmt und über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. Die 
Reaktionsmischung wurde in MeOH (25 mL) gegossen, unter reduziertem Druck eingeengt 
und mit Toluol co-evaporiert. Das Rohprodukt wurde mittels reversed-phase 
HPLC (15% → 25% MeCN in H2O über 45 Minuten) gereinigt, die Diastereomere 70a (5.00 mg, 
0.010 mmol, 9%, tR = 43 Minuten) und 70b (7.00 mg, 0.014 mmol, 13%, tR = 45 Minuten) 
separiert und als farblose Feststoffe erhalten. 
 
1H-NMR von 70a (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 8.26 (s, 1H, H-6), 7.39 – 7.32 (m, 3H, H-Ar), 
7.20 – 7.13 (m, 2H, H-Ar), 5.88 (dd, J = 12.7, 10.0 Hz, 1H, NH), 4.90 (d, J = 4.1 Hz, 1H, OH), 4.85 
(p, J = 6.3 Hz, 1H, H-4´´), 4.74 (dt, J = 17.4, 8.6 Hz, 1H, H-1´), 4.14 (dt, J = 10.7, 5.7 Hz, 1H, H-
5a´), 4.06 – 4.01 (m, 1H, H-3´), 3.97 (dt, J = 10.0, 6.5 Hz, 1H, H-5b´), 3.76 (td, J = 9.8, 7.1 Hz, 1H, 
H-2´´), 2.19 – 2.04 (m, 3H, H-2a´, H-4´, H-6´), 1.84 (ddd, J = 12.7, 8.4, 3.8 Hz, 1H, H-2b´), 1.61 
(dd, J = 11.5, 8.6 Hz, 1H, H-6´), 1.21 (dd, J = 7.1, 1.0 Hz, 3H, H-3´), 1.15 (dd, J = 6.2, 2.1 Hz, 6H, 
H-5´´). 
 
13C NMR von 70a (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 172.77 (d, J = 4.6 Hz, C-1´´), 165.81 (C-2), 
157.53 (C-6), 153.69 (C-4), 150.83 (d, J = 6.5 Hz, C-Ar), 129.53 (C-Ar), 124.42 (C-Ar), 120.25 (d, 
J = 4.8 Hz, C-Ar), 71.01 (C-3´), 67.90 (C-4´´), 67.52 (d, J = 5.3 Hz, C-5´), 54.56 (C-1´), 49.98 (C-
2´´), 47.15 (d, J = 7.6 Hz, C-4´), 38.55 (C-2´), 32.23 (C-6´), 21.44 (C-5´´), 21.39 (C-5´´),19.68 (d, J 
= 7.1 Hz, C-3´´). 
 
31P-NMR von 70a (162 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 3.63. 
 
1H-NMR von 70b (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 8.25 (s, 1H, H-6), 7.39 – 7.32 (m, 3H, H-Ar), 
7.20 – 7.13 (m, 2H, H-Ar), 5.91 (dd, J = 13.1, 10.1 Hz, 1H, NH), 4.91 – 4.82 (m, 2H, H-4´´,OH), 
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4.72 (p, J = 8.9 Hz, 1H, H-1´), 4.11 (dt, J = 10.8, 5.9 Hz, 1H, H-5´), 4.06 – 3.99 (m, 1H, H-3´), 
3.91 (dt, J = 10.0, 6.5 Hz, 1H, H-5´), 3.77 (td, J = 10.1, 7.1 Hz, 1H, H-2´´), 2.19 – 2.01 (m, 3H, H-
2´, H-4´, H-6´), 1.83 (ddd, J = 12.6, 8.4, 3.8 Hz, 1H, H-2´), 1.52 (dd, J = 19.2, 10.9 Hz, 1H, H-6´), 
1.22 (d, J = 7.1, 1.0 Hz, 3H, H-3´), 1.16 (dd, J = 6.2, 1.5 Hz, 6H, H-5´´). 
 
13C-NMR von 70b (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 172.72 (d, J = 4.8 Hz, C-1´´), 165.81 (C-2), 
157.51 (C-6), 153.66 (C-4), 150.85 (d, J = 6.5 Hz, C-Ar), 129.57 (C-Ar), 124.42 (C-Ar), 120.21 (d, 
J = 4.8 Hz, C-Ar), 70.98 (C-3´), 67.92 (C-4´´), 67.51 (d, J = 5.3 Hz, C-5´), 54.52 (C-1´), 49.82 (C-
2´´), 47.14 (d, J = 7.1 Hz, C-4´), 38.40 (C-2´), 32.31 (C-6´), 21.43 (C-5´´), 21.40 (C-5´´),19.72 (d, J 
= 6.7 Hz, C-3´´). 
 
31P-NMR von 70b (162 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 3.46. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C21H31N5O7P+:  496.1956 [M+H]+ 
    gefunden:    496.1956 [M+H]+ 
HRMS ((−)-ESI):  berechnet für C21H29N5O7P−:  494.1810 [M−H]− 
    gefunden:    494.1811 [M−H]− 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3191 (w), 1636 (s), 1473 (s), 1208 (s), 1151 (s), 1105 (s), 1007 (s), 
928 (s), 799 (s), 770 (m), 690 (m), 617 (m). 
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6.5.2 CycloSal 
 
Salicylalkohol (76)[252-253] 
 

 
 
Salicylaldehyd (75, 10.0 g, 81.9 mmol, 1.0 Äq) wurde in EtOH (330 mL) gelöst und bei 0 °C 
NaBH4 (3.06 g, 81.9 mmol, 1.0 Äq) unter Rühren in einer Portion zugegeben. Die 
Reaktionsmischung wurde für eine Stunde bei 0 °C gerührt, anschließend mit AcOH (13.1 mL) 
neutralisiert und in vacuo eingeengt. Der Rückstand wurde in Et2O (250 mL) gelöst und mit 
H2O (250 mL), gesättigter, wässriger NaHCO3-Lösung (250 mL) und gesättigter, wässriger 
NaCl-Lösung (250 mL) in angegebener Reihenfolge gewaschen. Die organische Phase wurde 
über Na2SO4 getrocknet, das Lösemittel in vacuo entfernt und 76 (8.63 g, 69.5 mmol, 85%) als 
farbloser Feststoff erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.33 (s, 1H, Ph-OH), 7.21 (td, J = 7.8, 1.7 Hz, 1H, H-5), 
7.04 (dd, J = 7.5, 1.7 Hz, 1H, H-3), 6.91 – 6.82 (m,2H, H-4, H-6), 4.85 (s, 2H, H-7), 2.39 (s, 1H, 
Bn-OH). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 156.15 (C-1), 129.67 (C-5), 127.98 (C-3), 124.73 (C-2), 
120.24 (C-4), 116.66 (C-6), 64.79 (C-7). 
 
Rf = 0.56 (iHex:EtOAc = 1:1). 
 
 
Salicylchlorophosphit (77)[252-253] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 76 (1.00 g, 8.06 mmol, 1.0 Äq) in trockenem Et2O (10 mL) wurde unter 
Argonatmosphäre bei −10 °C PCl3 (0.84 mL, 9.67 mmol, 1.2 Äq) tropfenweise zugegeben. Zur 
Reaktionsmischung wurde eine Lösung von Pyridin (1.36 mL) in Et2O (2.00 mL) über einen 
Zeitraum von 30 Minuten zugetropft, zunächst für eine Stunde bei −10 °C und anschließend 
für zwei weitere Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Die erhaltene Suspension wurde für 
die vollständige Fällung von Pyridiniumchlorid luftdicht über Nacht bei 0 °C gelagert. Der 
Überstand wurde mit einer Spritze in einen ausgeheizten Kolben unter Argonatmosphäre 
überführt und der feste Rückstand mit trockenem Et2O (4 × 30 mL) gewaschen. Das Lösemittel 
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wurde unter striktem Ausschluss von Luft am Rotationsverdampfer unter verminderten Druck 
entfernt, das Rohprodukt über Kugelrohr-Destillation (Sdp. 165 – 175 °C bei 3 mbar) 
aufgereinigt und 77 (753 mg, 3.99 mmol, 50%) als farbloses Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.20 – 7.15 (m, 1H, H-5), 7.01 (td, J = 7.5, 1.2 Hz, 1H, H-
3), 6.92 – 6.86 (m, 2H, H-4, H-6), 5.36 (dd, J = 14.2, 2.7 Hz, 1H, H-7a), 4.94 (dd, J = 14.2, 9.6 Hz, 
1H, H-7b). 
 
31P-NMR (162 MHz, CDCl3): δ [ppm] =139.91. 
 
 
cAzadC-monophosphate-CycloSal (71) 
 

 
 
Das Nukleosidanaloga cAzadC (21, 50.0 mg, 221 μmol, 1.0 Äq) wurde am Hochvakuum für 
30 Minuten bei 50 °C getrocknet und anschließend unter Argonatmosphäre in trockenem 
DMF (2.21 mL) und trockenem THF (1.11 mL) gelöst. Bei −60 °C wurde DIPEA (0.08 mL, 
442 μmol, 2.0 Äq) und über einen Zeitraum von 30 Minuten 77 (0.4 M in THF, 0.83 mL, 
331 μmol, 1.5 Äq) tropfenweise zugegeben. Die Reaktionsmischung wurde für 20 Minuten 
gerührt und anschließend t-BuOOH (5.5 M in Decan, 0.08 mL, 442 μmol, 2.0 Äq) bei −40 °C 
zugegeben. Nach weiteren 30 Minuten wurde die Reaktionsmischung auf Raumtemperatur 
erwärmt und die Lösemittel in vacuo entfernt und direkt säulenchromatographisch (Silica Gel, 
DCM:MeOH = 19:1 → 9:1 → 4:1) aufgereingt. Das vorgereinigte Produkt wurde darüber hinaus 
mittels reversed-phase HPLC (5% → 25% MeCN in H2O über 45 Minuten, tR = 28 Minuten) 
aufgereinigt und 71 (9.50 mg, 24.1 μmol, 11%) als farbloser Feststoff erhalten. Bei dem 
isolierten Produkt handelte es sich um ein untrennbares 
Diastereomerengemisch (71a/71b = 1:1). 
 
1H-NMR von 71a/71b (400 MHz, MeCN-d3): δ [ppm] = 8.02 (2s, 1H, H-6), 7.37 – 7.31 (m, 1H, 
H-5´´), 7.22 – 7.14 (m, 2H, H-3´´, H-4´´), 7.09 (2dd, J = 8.3, 2.7 Hz, 1H, H-6´´), 5.45 – 5.39 (m, 
2H, H-7´´), 4.73 – 4.55 (m, 2H, H-4´), 4.33 – 4.02 (m, 3H, H-3´, 2 × H-5´), 2.25 – 2.05 (m, 3H, H-
2a´, H-4´, H-6´), 2.00 – 1.93 (m, 1H, H-2b´), 1.65 – 1.51 (m, 1H, H-6´). 
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13C-NMR von 71a/71b (101 MHz, MeCN-d3) δ [ppm] = 166.94 (C-2), 158.98 (2s, C-6), 
156.05 (2s, C-4), 150.69 (2d, J = 6.8 Hz, C-1´´), 130.89 (2d, J = 2.3 Hz, C-5´´), 126.94 (2s, C-3´´), 
125.68 (C-4´´), 122.09 (2d, J = 10.0 Hz, C-2´´), 119.43 (2s, C-6´´), 72.28 (2s, C-3´), 70.68 – 
69.90 (m, C-5´), 56.82 (2s, C-1´), 47.97 (2d, J = 6.8 Hz, C-4´), 39.16 (2s, C-2´), 32.67 (2s, C-6´). 
 
31P-NMR (162 MHz, MeCN-d3): δ [ppm] = −9.27, −9.33. 
 
HRMS ((+)-ESI):  berechnet für C16H20N4O6P+:  395.1115 [M+H]+ 
    gefunden:    395.1118 [M+H]+ 
 
IR (ATR, Film): 𝜈 [cm−1] = 3322 (w), 1632 (s), 1504 (m), 1488 (m), 1284 (m), 1244 (m), 
1191 (m), 1106 (w), 1016 (s), 936 (m), 800 (s), 760 (m). 
 
Rf = 0.77 (DCM:MeOH = 4:1). 
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6.5.3 Lock-In-CycloSal 
 
4-Acetyl-salicylalkohol (79)[256-257] 
 

 
 
Zu einer Suspension von 4-Hydroxyacetophenon (78, 5.00 g, 36.7 mmol, 1.0 Äq) in konz. 
HCl (36.7 mL) wurde wässrige Formaldehyd-Lösung (37%, 12.5 mL) zugegeben. Die 
Reaktionsmischung wurde bei 50 °C für 4 Stunden gerührt und der resultierende, rote 
Niederschlag durch Filtration isoliert. Der rote Feststoff wurde anschließend in THF (133 mL) 
gelöst, mit CaCO3 (5.47 g, 54.6 mmol, 1.5 eq.) sowie H2O (53 mL) versetzt und für einen Tag 
bei Raumtemperatur gerührt. Die rote Reaktionsmischung wurde mit konz. HCl auf pH = 6 
eingestellt und die wässrige Phase mit EtOAc (3 × 130 mL) extrahiert. Die vereinigten 
organischen Phasen wurden über MgSO4 getrocknet, das Lösemittel unter verminderten 
Druck entfernt und das Rohprodukt mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 
99:1 → 19:1) aufgereinigt um 79 (4.28 g, 25.8 mmol, 71%) als hellroten Feststoff zu erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 10.34 (s, 1H, Ph-OH), 7.95 (m, 1H, H-3), 7.72 (dd, 
J = 8.4, 2.4 Hz, 1H, H-5), 6.84 (d, J = 8.4 Hz, 1H, H-6), 5.12 (t, J = 5.6 Hz 1H, Bn-OH), 4.49 (d, 
J = 5.6 Hz, 1H, H-7), 2.47 (s, 3H, H-9). 
 
13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 196.24 (C-8), 158.81 (C-1), 128.82 (C-4), 128.78 (C-
3), 128.38 (C-2), 127.89 (C-5), 114.22 (C-6), 57.82 (C-7), 26.30 (C-9). 
 
Rf = 0.39 (DCM:MeOH = 9:1). 
 
 
Di-O-TBDPS-4-acetyl-salicylalkohol (80)[256-257] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 79 (4.27 g, 25.7 mmol, 1.0 Äq) in trockenem Pyridin wurde unter 
Argonatmosphäre Imidazol (12.2 g, 180 mmol, 7.0 Äq) und TBDPSCl (33.4 mL, 129 mmol, 
5.0 Äq) zugegeben. Die Reaktionsmischung wurde für 3 Tage bei Raumtemperatur gerührt und 
mit H2O (100 mL) und EtOAc (100 mL) versetzt. Die resultierenden Phasen wurden separiert 
und die wässrige Phase mit EtOAc (3 × 100 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen 
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wurden über Na2SO4 getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde 
zweimal säulenchromatographisch (1. Silica Gel, iHex:EtOAc = 19:1 → 9:1; 2. Silica Gel, 
iHex:DCM = 4:1 → 2:1→ 1:1) aufgereinigt und konnte nur in analytisch relevanten Mengen in 
Reinform isoliert werden. Der überwiegende Teil des erhaltenen farblosen Öls setzte sich aus 
80 (13.2 g, 20.5 mmol, 80%) und tert-Butyldiphenylsilanol zusammen und wurde ohne 
Aufreinigung im nachfolgenden Schritt verwendet. Die angegebene Ausbeute wurde durch 
quantitatives NMR unter Verwendung von 1,3,5-Trimethoxybenzol als internen Standard 
berechnet. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 8.22 (d, J = 2.4 Hz, 1H, H-3), 7.75 – 7.69 (m, 4H, H-PhTBDPS), 
7.61 – 7.57 (m, 4H, H-PhTBDPS), 7.49 (dd, J = 8.5, 2.3 Hz, 1H, H-5), 7.39 (m, 12H, H-PhTBDPS), 6.36 
(d, J = 8.5 Hz, 1H, H-6), 4.99 (s, 2H, H-7), 2.50 (s, 3H, H-8), 1.17 (s, 9H, H-tBu), 0.92 (s, 9H, H-
tBu). 
 
13C-NMR (101 MHz, CDCl3) δ [ppm] = 197.38 (C-8), 156.40 (C-1), 135.74 (C-PhTBDPS), 133.53 (C-
PhTBDPS), 131.93 (C-2), 131.47 (C-PhTBDPS), 130.66 (C-4), 130.31 (C-PhTBDPS), 129.92 (C-PhTBDPS), 
128.26 (C-5), 128.15 (C-3), 128.08 (C-PhTBDPS), 127.92 (C-PhTBDPS), 118.27 (C-6), 61.69 (C-7), 
27.07 (C-MetBu), 26.53 (C-9), 26.43 (C-MetBu), 19.55 (C-tBu). 
 
Rf = 0.67 (iHex:EtOAc = 9:1). 
 
 
Di-O-TBDPS-4-(1-Acetoxyvinyl)-salicylalkohol (81)[256-257] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 80 (7.36 g, 11.5 mmol, 1.0 Äq) in Isopropenylacetat (98 mL) wurde 
pTsOH∙H2O (653 mg, 3.43 mmol, 0.3 Äq) gegeben und das Reaktionsgemisch für 18 Stunden 
unter Argonatmosphäre auf 110 °C erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurde 
H2O (100 mL) und Et2O (100 mL) zugegeben und die Phasen separiert. Die wässrige Phase 
wurde mit Et2O (2 × 100 mL) extrahiert und die vereinigten organischen Phasen über Na2SO4 
getrocknet. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt, das Rohprodukt 
säulenchromatographisch (iHex:DCM = 1:1) gereinigt und konnte nicht in Reinform isoliert 
werden. Das erhaltene, gelbliche Öl setzte sich aus 81 (5.41 g, 7.90 mmol, 69%) und 
tert-Butyldiphenylsilylacetat zusammen und wurde ohne Aufreinigung im nachfolgenden 
Schritt verwendet. Die angegebene Ausbeute wurde durch quantitatives NMR unter 
Verwendung von 1,3,5-Trimethoxybenzol als internen Standard berechnet. 
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1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.78 (d, J = 2.6 Hz, 1H, H-3), 7.75 – 7.69 (m, 4H, H-PhTBDPS), 
7.61 – 7.57 (m, 4H, H-PhTBDPS), 7.43 – 7.37 (m, 8H, H-PhTBDPS), 7.35 – 7.29 (m, 4H, H-PhTBDPS), 
6.97 (dd, J = 8.5, 2.5 Hz, 1H, H-5), 6.30 (d, J = 8.5 Hz, 1H, H-6), 5.33 (d, J = 2.2 Hz, 1H, H-9), 4.97 
(s, 2H, H-7), 4.87 (d, J = 2.2 Hz, 1H, H-9), 2.19 (s, 3H, H-11), 1.16 (s, 9H, H-tBu), 0.89 (s, 9H, H-
tBu). 
 
Rf = 0.16 (iHex:DCM = 2:1). 
 
 
4-(1-Acetoxyvinyl)-salicylalkohol (82)[256-257] 
 

 
 
In einem Plastikgefäß wurde zu einer Lösung von 81 (1.41 g, 7.90 mmol, 1.0 Äq) in 
THF (67.5 mL) Et3N·3HF (3.18 mL, 19.5 mmol, 3.0 Äq) tropfenweise zugegeben und die 
Reaktionsmischung für 30 Minuten bei Raumtemperatur gerührt. Nach Zugabe von 
H2O (70 mL) und Et2O (70 mL) wurden die Phasen getrennt und die wässrige Phase mit 
Et2O (3 × 70 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden mit wässriger 
NaHCO3-Lösung (5%, 100 mL) gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Das Lösemittel wurde 
in vacuo entfernt, das Rohprodukt mittels Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 
1:0 → 97:3) gereinigt und 82 (305 mg, 1.47 mmol, 71%) als gelbliches Öl erhalten. 
 
1H-NMR (400 MHz, DMSO-d6): δ [ppm] = 9.70 (bs, 1H, Ph-OH), 7.43 (d, J = 2.4 Hz, 1H, H-3), 
7.20 (dd, J = 8.4, 2.4 Hz, 1H, H-5), 6.76 (d, J = 8.4 Hz, 1H, H-6), 5.39 (d, J = 2.1 Hz, 1H, H-9), 5.06 
(bs, 1H, Bn-OH), 4.79 (d, J = 2.1 Hz, 1H, H-9), 4.46 (s, 2H, H-7), 2.24 (s, 3H, H-11). 
 
13C-NMR (101 MHz, DMSO-d6) δ [ppm] = 169.32 (C-10), 155.45 (C-8), 153.22 (C-1), 
129.19 (C-2), 124.87 (C-4), 124.45 (C-3), 124.21 (C-5), 114.95 (C-6), 99.69 (C-9), 58.42 (C-7). 
21.18 (C-11). 
 
Rf = 0.22 (DCM:MeOH = 97:3). 
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4-(1-Acetoxyvinyl)-salicylchlorophosphit (83)[256-257] 
 

 
 
Zu einer Lösung von 82 (276 mg, 1.33 mmol, 1.0 Äq) in trockenem THF (7.6 mL) unter 
Argonatmosphäre wurde bei −20 °C PCl3 (0.14 mL, 1.59 mmol, 1.2 Äq) tropfenweise 
zugegeben und für eine Stunde gerührt. Zur Reaktionsmischung wurde eine Lösung von 
trockenem Pyridin (0.27 mL, 3.05 mmol, 2.3 Äq) in trockenem THF (2.5 mL) über einen 
Zeitraum von 10 Minuten zugetropft, zunächst für eine Stunde bei −20 °C und anschließend 
für zwei weitere Stunden bei Raumtemperatur gerührt. Die erhaltene Suspension wurde für 
die vollständige Fällung von Pyridiniumchlorid luftdicht über Nacht bei −20 °C gelagert. Der 
Überstand wurde mit einer Spritze in einen ausgeheizten Kolben unter Argonatmosphäre 
überführt und der feste Rückstand mit trockenem THF (3 × 10 mL) gewaschen. Das Lösemittel 
wurde unter striktem Ausschluss von Luft am Rotationsverdampfer unter verminderten Druck 
entfernt. Der Rückstand wurde in trockenem THF (2 mL) suspendiert, unter Argon filtriert und 
das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Produkt 83 (109 mg, 0.40 mmol, 30%) wurde als 
gelbliches Öl erhalten und wurde ohne weitere Aufreinigung verwendet. 
 
1H-NMR (400 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 7.34 (dd, J = 8.6, 2.3 Hz, 1H, H-5), 7.05 (d, J = 2.3 Hz, 1H, 
H-3), 6.93 (d, J = 8.6 Hz, 1H, H-6), 5.40 (m, 1H, H-7a), 5.38 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H-9a), 5.03 (m, 1H, 
H-7b), 4.99 (d, J = 2.4 Hz, 1H, H-9b), 2.25 (s, 3H, H-11). 
 
31P-NMR (162 MHz, CDCl3): δ [ppm] = 139.63. 
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cAzadC-monophosphate-Lock-In-CycloSal (72) 
 

 
 
Das Nukleosidanaloga cAzadC (21, 60.0 mg, 266 µmol, 1.0 Äq) wurde am Hochvakuum für 
30 Minuten bei 50 °C getrocknet und anschließend unter Argonatmosphäre in trockenem 
DMF (2.66 mL) gelöst. Nach Zugabe von DIPEA (138 µL, 532 µmol, 2.0 Äq) wurde bei −40 °C 
eine Lösung von 83 (108 mg, 398 μmol, 1.5 Äq) in THF (1.34 mL) tropfenweise zugegeben und 
die Reaktionsmischung langsam auf Raumtemperatur erwärmt und für 3 Stunden gerührt. 
Anschließend wurde bei −20 °C t-BuOOH (5.5 M in Decan, 96.0 μL, 528 μmol, 2.0 Äq) 
zugetropft, die Reaktionsmischung auf Raumtemperatur erwärmt und für eine weitere Stunde 
gerührt. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und das Rohprodukt mittels 
Säulenchromatographie (Silica Gel, DCM:MeOH = 19:1 → 9:1 → 4:1) aufgereinigt. Das 
vorgereinigte Produkt wurde darüber hinaus mittels reversed-phase HPLC (10% → 25% MeCN 
in H2O über 45 Minuten) aufgereinigt, die Diastereomere 72a (1.90 mg, 3.97 μmol, 2.6%, 
tR = 36.4 Minuten) und 72b (1.27 mg, 2.65 μmol, 1.7%, tR = 37.0 Minuten) separiert und als 
farblose Feststoffe erhalten. 
 
1H-NMR von 72a (400 MHz, MeOH-d4): δ [ppm] = 7.96 (s, 1H, H-6), 7.52 – 7.46 (m, 1H, H-5´´), 
7.34 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H-3´´), 7.09 (dd, J = 8.7, 1.8 Hz, 1H, H-6´´), 5.88 (s, 2H, NH2), 5.51 (d, J = 
2.4 Hz, 1H, H-9a´´), 5.49 – 5.35 (m, 2H, H-7´´), 5.01 (d, J = 2.3 Hz, 1H, H-9b´´), 4.65 (p, J = 8.7 
Hz, 1H, H-1´), 4.21 (ddd, J = 7.2, 5.6, 2.6 Hz, 2H, H-5´), 4.14 (dq, J = 8.9, 4.8 Hz, 1H, H-3´), 3.15 
(d, J = 4.6 Hz, 1H, OH), 2.23 (s, 3H, H-11´´), 2.15 – 2.08 (m, 3H, H-2a´, H-4´, H-6a´), 1.92 – 1.85 
(m, 1H, H-2b´), 1.69 – 1.55 (m, 1H, H-6b´). 
 
13C-NMR von 72a (101 MHz, MeCN-d3) δ [ppm] = 169.73 (C-10´´), 166.92 (C-2), 158.38 (C-6), 
154.75 (C-4), 152.27 (C-8´´), 150.38 (C-1´´), 131.21 (C-4´´),126.72 (C-5´´), 122.98 (d, J = 1.1 Hz, 
C-3´´), 121.80 (d, J = 10.1 Hz, C-2´´), 119.31 (d, J = 8.9 Hz, C-6´´), 102.90 (C-9´´), 72.08 (C-3´), 
69.71 (d, J = 6.2 Hz, C-5´), 69.30 (d, J = 7.2 Hz, C-7´´), 56.31 (C-1´), 47.92 (d, J = 6.6 Hz, C-4´), 
38.91 (C-2´), 32.07 (C-6´), 20.70 (C-11´´). 
 
31P-NMR von 72a (162 MHz, MeCN-d3): δ [ppm] = −10.26. 
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1H-NMR von 72b (400 MHz, MeOH-d4): δ [ppm] = 8.16 (s, 1H, H-6), 7.51 (ddd, J = 8.6, 2.3, 1.3 
Hz, 1H, H-5´´), 7.40 (dd, J = 2.2, 1.1 Hz, 1H, H-3´´), 7.12 (d, J = 8.7 Hz, 1H, H-6´´), 5.57 – 5.43 (m, 
3H, 2 × H-7´´, H-9a´´), 5.02 (d, J = 2.4 Hz, 1H, H-9b´´), 4.70 (p, J = 8.7 Hz, 1H, H-1´), 4.38 (ddd, J 
= 10.1, 6.4, 5.0 Hz, 1H, H-5a´), 4.27 – 4.17 (m, 2H, H-3´, H-5b´), 2.30 – 2.17 (m, 6H, H-2a´, H-4´, 
H-6a´, 3 × H-11´´), 1.99 (ddd, J = 13.6, 8.9, 4.8 Hz, 1H, H-2b´), 1.84 – 1.73 (m, 1H, H-6b´). 
 
13C-NMR von 72b (101 MHz, MeCN-d3) δ [ppm] = 169.13 (C-10´´), 166.36 (C-2), 157.75 (C-6), 
154.12 (C-4), 151.75 (C-8´´), 150.27 (d, J = 6.7 Hz, C-1´´), 130.68 (C-4´´),126.19 (d, J = 1.6 Hz, C-
5´´), 122.41 (d, J = 1.1 Hz, C-3´´), 121.32 (d, J = 10.1 Hz, C-2´´), 118.72 (d, J = 8.9 Hz, C-6´´), 
102.29 (C-9´´), 71.66 (C-3´), 69.39 (d, J = 6.1 Hz, C-5´), 68.71 (d, J = 7.1 Hz, C-7´´), 55.69 (C-1´), 
47.36 (d, J = 6.6 Hz, C-4´), 38.44 (C-2´), 31.66 (C-6´), 20.11 (C-11´´). 
 
31P-NMR von 72b (162 MHz, MeCN-d3): δ [ppm] = −10.23. 
 
HRMS ((+)-ESI) von 72a: berechnet für C20H24N4O8P+:  479.1326 [M+H]+ 
    gefunden:    479.1329 [M+H]+ 
 
HRMS ((+)-ESI) von 72b: berechnet für C20H24N4O8P+:  479.1326 [M+H]+ 
    gefunden:    479.1328 [M+H]+ 
 
Rf = 0.31 (DCM:MeOH = 4:1). 
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7 Abkürzungsverzeichnis 

 

ABZI  Amidobenzimidazol 

Ac  Acetyl 

ACK  Antikörper-CDN-Konjugat 

ADC  Antibody-Drug-Conjugate 

AGS  Aicardi-Goutières Syndrom 

AIBN  Azobis(isobutyronitril) 

AML  akute myeloische Leukämie 

AMP  Adenosinmonophosphat 

APC  Antigen-präsentierenden Zellen 

ATP  Adenosintriphosphat 

AzaC  5-Azacytidin 

AzadC  5-Aza-2’-deoxycytidin, Decitabin 

bp  Basenpaar 

BSA  Bis(trimethylsilyl)acetamid 

BTT  5-(Benzylthio)-1H-tetrazol 

Bu  Butyl 

Bz  Benzoyl 

c  Konzentration 

CAR  chimäre Antigenrezeptoren 

cAzadC Carbozyklisches 5-Aza-2’-deoxycytidin 

CDN  Zyklisches Dinukleotid 

CES  Carboxylesterase 

cGAMP Zyklisches Guanosin Monophosphat Adenosin Monophosphat 

cGAS  Zyklisches GMP-AMP Synthase 

COSY  Correlated spectroscopy 

CR  complete remission 

CTD  C-terminale Domäne 

CycloSal Cyclosaligenyl 

DAMP  damage-associated molceular pattern 
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DC  Dendritische Zelle 

DC  Dünnschichtchromatographie 

DCA  Dichloressigsäure 

DCE  1,2-Dichlorethan 

DCM  Dichlormethan 

DIPEA  Diisopropylethylamin 

DMF  Dimethylformamid 

DMSO  Dimethylsulfoxid 

DMTr  Dimethoxytrityl 

DNA  Desoxyribonukleinsäure 

DNMT  DNA-Methyltransferase 

DSC  Differential Scanning Calorimetry 

DTT  Dithiothreitol 

EC50  halbmaximale effektive Konzentration 

EI  Elektronenionisation 

ENPP1  Ectonukleotid Pyrophosphatase/Phosphodiesterase 1 

ER  Endoplasmatisches Retikulum  

ERGIC  ER-Golgi Intermediate Compartment 

ESI  Elektrospray-Ionisation 

Et  Ethyl 

GTP  Guanosintriphosphat 

HEPES  2-(4-(2-Hydroxyethyl)-1-piperazinyl)-ethansulfonsäure 

HMBC  Heteronuclear multiple bond correlation 

HPLC  Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 

HRMS  High resolution mass spectrometry 

HSQC  Heteronuclear single quantum coherence 

Hz  Hertz 

IFN  Interferon 

IKK  IκB Kinase 

IRF  Interferon Regulatory Factor 

ISG  Interferon-stimulierte Gene 

ITC  Isothermale Totrationskalorimetrie 
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kD  Dissoziationskonstante 

KO  Knockout 

LC  Liquid Chromatography 

M  Molekülmasse 

mAb  monoklonaler Antikörper 

mdC  5-Methyl-2‘-Deoxycytidin 

Me  Methyl 

MHC  major histocompatibility complex 

MP  Monophosphat 

MRP  multidrug resistance protein 

MS  Massenspektrometrie 

MSNT  1-(Mesitylen-2-sulfonyl)-3-nitro-1H-1,2,4-triazol 

MTM-Cl Chlorodimethylsulfid 

MTT  3-(4,5-Dimethylthiazol-2-yl)-2,5-diphenyltetrazoliumbromid 

NaAsc  Natriumascorbat 

nH  Hill-Koeffizient 

NHS  N-Hydroxysuccinimid 

NMP  Nukleosidmonophosphat 

NMR  Nuclear Magnetic Resonance 

npeom  [(RS)-1-(2-nitrophenyl)ethoxy]methyl 

PAMP  pathogen-associated molceular pattern 

PC  Peak Cluster 

PG  Schutzgruppe 

POC  Isopropyloxycarbonyloxymethyl 

POM  Pivaloyloxymethyl 

PRR  pattern recognition receptor 

Pyr  Pyridin 

RLU  Relative Lichteinheit 

RNA  Ribonukleinsäure 

RP  reversed phase 

SATE  S-Acyl-2-thioethyl 

SAVI  STING-associated vasculopathy with onset in infancy 
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SLE  systemischer Lupus Erythematodes 

STING  Stimulator of interferon genes 

TBDPS  tert-Butyldiphenylsilyl 

TBHP  tert-Butylhydroperoxid 

TBS  tert-Butyldimethylsilyl 

Tf  Triflat 

TFA  Trifluoressigsäure 

THF  Tetrahydrofuran 

THP  Tetrahydropyranyl 

TLR  Toll-like Rezeptor 

TNF  Tumour Necrosis Factor 

TMS  Trimethylsilyl 

TP  Triphosphat 

tR  Retentionszeit 

UV  Ultraviolett 

VIS  Sichtbares Licht 

WT  Wildtyp 
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