
 

Dissertation zur Erlangung des Doktorgrades  

der Fakultät für Chemie und Pharmazie 

der Ludwig-Maximilians-Universität München 

 

 

 

 

 

 

 

 

Synthese hybrider Aminosäure-Nukleotide 

als Modell für eine RNA-Peptid-Welt 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Felix Moritz Müller 

aus 

Worms, Deutschland 

 

2023  



 

Erklärung 

Diese Dissertation wurde im Sinne von § 7 der Promotionsordnung vom 28. November 

2011 von Herrn Prof. Dr. Thomas Carell betreut. 

 

 

Eidesstattliche Versicherung 

Diese Dissertation wurde eigenständig und ohne unerlaubte Hilfsmittel erarbeitet. 

 

 

München, den 16.06.2023 

 

 

 

 

        …………………………………… 

         Felix Moritz Müller 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Dissertation eingereicht am 21.06.2023  

1. Gutachter    Prof. Dr. Thomas Carell 

2. Gutachter    Dr. Pavel Kielkowski 

Mündliche Prüfung am  03.08.2023 

  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Gewidmet meiner Familie  



 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

„Und morgen wird die Sonne wieder scheinen 

und auf dem Wege, den ich gehen werde, 

wird uns, die Glücklichen sie wieder einen 

inmitten dieser sonnenatmenden Erde...“ 

Morgen! John Henry Mackay, 1894 

  



 

Danksagung 

Mein erster Dank gilt meinem Doktorvater Prof. Dr. Thomas Carell. Ich möchte mich für diese 

sehr lehrreiche und in vielerlei Hinsicht spannende Zeit bedanken. In meiner Zeit im 

Arbeitskreis wurde ich vor einige Herausforderungen gestellt, an denen ich wachsen und mich 

entwickeln konnte. Das internationale und diverse Arbeitsumfeld war eine bereichernde 

Erfahrung für mich. Es war ebenso eine freie Arbeitsatmosphäre in der man seinen 

Überlegungen frei nachgehen konnte. Es war definitiv eine Zeit, die ich nicht missen möchte. 

Dr. Pavel Kielkowski danke ich für die Übernahme des Zweitgutachtens. Ebenso bedanke ich 

mich bei den Mitgliedern der Prüfungskommission für das Beisitzen der mündlichen Prüfung. 

Dr. Markus Müller danke ich für anregende Diskussionen und seine unvergleichbaren Mühen 

die praktische Arbeit in den Laboren am Laufen zu halten. Die Arbeit in den Laboren wäre 

ohne dich nicht so nicht möglich. 

Frau Slava Gärtner und Dr. Nada Raddaoui danke ich für die Hilfe bei allen bürokratischen 

Aufgaben. 

Bei Kerstin Kurz und Claudia Scherübel bedanke ich mich für die Unterstützung bei 

technischen Aufgaben, wie der Bestellung von Chemikalien und der Wartung diverser 

Laborgeräte. 

Für das Korrekturlesen meiner Dissertation danke ich Dr. Markus Müller und Johann de Graaff. 

Mein Dank gilt auch den großartigen Mitarbeitern, ohne die erfolgreiche Forschung nicht 

möglich gewesen wäre. An dieser Stelle möchte ich großen Dank an Dr. Luis Escobar richten, 

der mich auf einem Großteil meines wissenschaftlichen Weges begleitet hat und sowohl 

Mentor, als auch Freund war. Deine gewissenhafte und systematische Arbeitsweise war eine 

wertvolle Bereicherung. Ich möchte die Kaffeepausen mit dir auf dem Dach nicht missen. An 

dieser Stelle möchte ich ebenso Johann de Graaff danken, der als Sitznachbar immer ein 

offenes Ohr hatte. Sowohl bei fachlichen Problemen und auch bei privaten hast du immer eine 

passende Antwort parat und hast bei regelmäßigen Besuchen im Kino, beim Frisbeespielen 

an der Isar oder beim Lösen von Escape-Games immer für einen tollen Ausgleich zum 

Laboralltag gesorgt. Auch dein Engagement im Labor wo du für die Organisation von Praktika 

und die Funktionstüchtigkeit der Labore beigetragen hast, schätze ich sehr wert. 

Ich möchte auch bei den aktuellen Kollegen der Subgroup um Felix Xu, Ewa Węgrzyn, Jamie 

Chan, Alexander Pichler, Johannes Singer, Dr. Ivana Mejdrova und Kathrin Halter danken, die 

durch ihre tatkräftige Arbeit die Forschung erst ermöglicht haben. Ich freue mich sehr, dass 

die begonnene Forschung in guten Händen ist und bin sehr gespannt, was die Zukunft für 

euch bringt. 



 

Besonderer Dank gilt meinen beiden Masterstudenten Alexander Pichler und Johannes 

Singer, die mittlerweile Mitarbeiter im Arbeitskreis sind. Ihr habt großartige Arbeit geleistet und 

es war mir immer eine Freude euch zu unterstützen. Ich bin froh, dass ihr nun Teil des 

Arbeitskreises seid und wünsche euch viel Erfolg bei eurer weiteren Forschung. 

Auch danke ich meinen Praktikanten Chuyi Liu, Hans Hurmiz, Jakob Ewerhart und Ruolan 

Zhong für euren großen Einsatz während eurer Bachelorarbeiten und Praktika. Es hat Spaß 

gemacht euch zu betreuen und ich konnte viel von euch lernen. 

Zudem möchte ich mich bei allen Laborkollegen bedanken, die die Zeit im Arbeitskreis 

bereichert haben. Hierbei gilt der Dank unter anderem den Kollegen, Jonas Feldmann, Johann 

de Graaff, Simon Veth, Stefan Wiedermann und Florian Schelter aus dem alten Labor F4.012, 

die mich zu Beginn meiner Dissertation begleitet haben. 

Außerdem danke ich meinen Spielpartnern im AK-Tischtennis. Es hat mir sehr geholfen einen 

Ausgleich zum Arbeitsalltag zu finden und es war mir eine Freude mit euch zu spielen, wenn 

auch zum Leidwesen für die Leute, die zu der Zeit Mittagessen waren. 

Ich danke meinen Freunden sowohl in München als auch in Worms, die ihr auch schwierige 

Zeiten während meiner Doktorarbeit erträglicher gemacht habt und immer ein offenes Ohr 

hattet. Ich bin wirklich froh über den Zusammenhalt, den wir teils bereits seit der Schulzeit 

verspüren. 

Zuletzt möchte ich den wichtigsten Personen in meinem Leben, meiner Familie danken. Ihr 

bietet immer ein unbeschwertes Umfeld und dafür möchte ich euch danken. Ohne euch und 

eure grenzenlose Unterstützung sowohl emotional als auch finanziell, wäre diese Arbeit nicht 

möglich gewesen. Ich weiß es sehr zu schätzen, dass ein Großteil von euch hier in der Nähe 

in München ist und man immer jemanden hat, mit dem man Zeit verbringen kann. Auch die 

Unterstützung aus meiner Heimat ist für mich in dieser Zeit immer spürbar gewesen und ich 

bin froh, dass ich jederzeit auch mit kurzfristiger Ankündigung zurück nach Worms kommen 

konnte. 

 

  



 

Publikationsliste 

 

Im Rahmen der Promotion erstellte Publikationen: 

• M. Nainytė, F. Müller; G. Ganazzoli; C.Y. Chan; A. Crisp; D. Globisch; T. Carell, Amino 

Acid Modified RNA Bases as Building Blocks of an Early Earth RNA-Peptide World. 

Chem. Eur. J. 2020, 26, 14856–14860. 

 

• F. Müller†; L. Escobar†; F. Xu; E. Węgrzyn; M. Nainytė; T. Amatov; C.Y. Chan; A. 

Pichler; T. Carell, A prebiotically plausible scenario of an RNA-peptide world. 

Nature 2022, 605, 279–284. 

 

• J.N. Singer†, F.M. Müller†, E. Węgrzyn, C. Hölzl, H. Hurmiz, C. Liu, L. Escobar, T. 

Carell, Loading of Amino Acids onto RNA in a Putative RNA-Peptide World. Angew. 

Chem. Int. Ed. 2023, 62, e202302360.  

 

† Die Autoren haben zu gleichen Teilen zur Publikation beigetragen. 

 

Weitere Publikationen: 

• C.R. Dialer; S. Stazzoni; D.J. Drexler; F.M. Müller; S. Veth; A. Pichler; H. Okamura; G. 

Witte; K.P. Hopfner; T. Carell, A Click-Chemistry Linked 2′3′-cGAMP Analogue. Chem. 

Eur. J. 2019, 25, 2089–2095. 

 

Konferenzbeiträge 

08/2021 Molecular Origins of Life, München, Deutschland, Posterpräsentation.  

06/2022 XVIIIth Symposium on Chemistry of Nucleic Acid Components, Cesky Krumlov, 

Tschechische Republik, Posterpräsentation. 

06/2022 Molecular Origins of Life, Munich, München, Deutschland, Posterpräsentation. 

10/2022 SFB1032 Annual Workshop, München, Deutschland, Vortrag. 

10/2022 NASA PCE3 Virtual Workshop; Nano-to-Cosmic Studies of Complex Systems, 

virtuell, Vortrag. 



 Inhaltsverzeichnis 

I 

Inhaltsverzeichnis 
 

Inhaltsverzeichnis ................................................................................................................... I 

Abstract ................................................................................................................................. II 

Zusammenfassung ............................................................................................................... IV 

1. Einleitung ....................................................................................................................... 1 

1.1 Die RNA-Welt-Theorie ............................................................................................. 2 

1.1.1 Aufbau kanonischer und nicht-kanonischer Nukleotide .................................... 3 

1.1.2 Phosphorylierung von Nukleosiden .................................................................. 5 

1.1.3 Oligomerisierung aktivierter Nukleotide ............................................................ 7 

1.1.4 Selbstreplizierende Ribozyme .......................................................................... 9 

1.2 Die transfer-RNA und modifizierte Nukleoside ........................................................11 

1.3 Selbst-aminoacylierende Ribozyme .......................................................................18 

1.4 RNA-basierter Aminosäuretransfer .........................................................................20 

1.5 Selbstspaltende RNA – Das Hammerhead Ribozym ..............................................24 

2. Zielsetzung ....................................................................................................................27 

3. Veröffentlichte Arbeiten .................................................................................................28 

3.1 Aminosäure-modifizierte RNA-Basen als Bausteine einer RNA-Peptid-Welt auf der 

frühen Erde ............................................................................................................28 

3.2 Ein präbiotisch plausibles Szenario einer RNA-Peptid-Welt ...................................34 

3.3 Beladung von RNA mit Aminosäuren in einer putativen RNA-Peptid-Welt ..............44 

4. Unveröffentlichte Ergebnisse .........................................................................................53 

4.1 Nicht-kanonische Nukleobasenmodfikationen als Haarnadelmotiv .........................53 

4.1.1 Ergebnisse und Diskussion .............................................................................53 

4.2 Der Einfluss modifizierter RNA auf die Ribozymaktivität .........................................57 

4.2.1 Ergebnisse und Diskussion .............................................................................57 

5. Experimenteller Teil .......................................................................................................62 

5.1 Synthese des g4C Phosphoramidits .......................................................................64 

5.2 Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide ............................................68 

5.3 Präbiotische Reaktionsbedingungen zur Modifikation der RNA ..............................70 

6. Abkürzungsverzeichnis..................................................................................................73 

7. Literaturverzeichnis .......................................................................................................75 

Anhang I ...............................................................................................................................89 

Anhang II ............................................................................................................................ 135 

Anhang III ........................................................................................................................... 215 

 

  



 Abstract 

II 

Abstract 

 

Research about the origin of life is concerned on the one hand with the abiotic origin of the 

building blocks of life and on the other hand with how these molecules have formed the first 

self-sustaining systems, which could further develop up to life as we know it today. Life is 

based on the interplay between deoxyribonucleic acids (DNA), ribonucleic acids (RNA) and 

proteins, which creates the central dogma of molecular biology. In this model, RNA is of central 

importance because it is the link between information storage (the genotype) and the 

expression of a function (the phenotype). Interestingly, RNA as a molecule possesses the 

property of being able to both store information and catalyze reactions. This dualism places 

RNA at the centre of theories about the origin of life. The RNA world hypothesis assumes that 

life arose from self-replicating RNA molecules, which in the course of evolution developed into 

increasingly complex structures with diverse catalytic properties. However, how the transition 

from a pure RNA world to a system involving DNA, RNA, and Proteins occurred, similar to 

what is found in biology today, is one of the major unanswered questions in the science of the 

origin of life. A possible answer can be found in the protein biosynthesis. The translation 

requires a complex machinery of information-containing messenger RNA (mRNA), amino acid-

carrying transfer RNA (tRNA) and catalytically active ribosomal RNA (rRNA). The growing 

peptide chain is transferred between transfer RNAs (tRNAs), which carry a respective amino 

acid at the 3′-end in the form of an aminoacyl ester (Figure 1a). It is assumed that this process 

developed gradually in the course of evolution and was preceded by more primitive forms of 

peptide synthesis. This hypothesis is supported on the one hand by the variety amino acid 

modified nucleotides that have been identified in current organisms. On the other hand, the 

multitude of possible reactants that could be present in a prebiotic environment suggests that 

early abiotic evolution was far more diverse than a pure RNA world composed just out of the 

four canonical nucleotides suggests. The consideration of an extended chemical space by a 

co-evolution of RNA and peptides would lead to an expansion of the repertoire of functional 

groups, which could have been a driving force of evolution. The current interplay between 

DNA, RNA and proteins, as described by the central dogma of molecular biology, could then 

develop from an RNA-peptide world by means of selection pressures. 
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Figure 1 a) Structure of tRNA loaded with an amino acid at the ribose 3′ end. Representation of the modifications 

(m)nm5U34 and (m6)aa6A37 in the anticodon loop. b) Prebiotic decoration of RNA with amino acids and a 

consecutive RNA-based transfer cycle of amino acids using non-canonical RNA modifications. 

In this work, approaches were investigated in which amino acids are covalently linked to the 

nucleobase of various purines and pyrimidines in contrast to aminoacyl esters. Such 

conjugates can be found in today's tRNAs as post-transcriptional modifications. To this end, 

the formation of these modifications was investigated under prebiotic conditions and it was 

shown that N-methylcarbamoyl adenine can be converted into the corresponding amino acid-

modified N6-carbamoyl adenine derivatives ((m6)aa6A) in both nucleosides and 

oligonucleotides. In addition, synthetic routes were developed to produce the corresponding 

phosphoramidite building blocks, which were subsequently used to demonstrate a primitive 

form of RNA-based peptide synthesis using the non-canonical nucleoside 

(methyl)aminomethyl uridine ((m)nm5U). This shows that RNA has the ability to self-decorate 

with peptides at specific nucleobases (Figure 1b). The interaction of RNA and peptides leads 

to an expansion of the repertoire of functional groups, which could have been a driving force 

leading to an extended chemical space of ribozymes. In this regard, in addition to RNA-based 

peptide synthesis, it was possible to demonstrate that the covalent coupling of two RNA 

fragments via a peptide bond between two nucleobases can lead to an increased catalytic 

efficiency. In summary, prebiotically plausible modifications of nucleobases represent possible 

forms of a primordial RNA-peptide world that must be considered in the context of the origin of 

life. 
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Zusammenfassung 

 

Die Forschung zur Entstehung des Lebens befasst sich zum einen mit der abiotischen Bildung 

der Bausteine des Lebens und zum anderen wie sich aus diesen Molekülen die ersten 

selbsterhaltenden Systeme bildeten, welche sich weiterentwickeln konnten, bis hin zu dem 

Leben wie wir es heute kennen. Letzteres basiert auf dem Wechselspiel zwischen 

Desoxyribonukleinsäuren (DNA), Ribonukleinsäuren (RNA) und Proteinen, welches das 

zentrale Dogma der molekularen Biologie bildet. In diesem ist die RNA von zentraler 

Bedeutung, da sie die Schnittstelle zwischen Informationsspeicherung (dem Genotyp) und der 

Ausprägung einer Funktion (dem Phänotyp) darstellt. Interessanterweise besitzt RNA die 

Eigenschaft sowohl Informationen speichern als auch Reaktionen katalysieren zu können. 

Dieser Dualismus rückt die RNA als Molekül in den Mittelpunkt der Theorien zur Entstehung 

des Lebens. Die RNA-Welt-Hypothese geht davon aus, dass das Leben aus selbst-

replizierenden RNA-Molekülen entstand, die sich im Laufe der Evolution zu immer 

komplexeren Strukturen mit vielfältigen katalytischen Eigenschaften entwickelten. Wie 

allerdings der Übergang von einer reinen RNA-Welt hin zu einem System, basierend auf DNA, 

RNA und Proteinen, ähnlich wie es in der heutigen Biologie vorzufinden ist von Statten ging, 

ist eine der größten offenen Fragen in der Wissenschaft zur Entstehung des Lebens. Mögliche 

Hinweise zur Beantwortung dieser Frage lassen sich in der Proteinbiosynthese erkennen. Die 

Translation basiert auf einer komplexen Maschinerie aus informationsenthaltender 

messenger-RNA (mRNA), Aminosäure-tragender transfer-RNA (tRNA) und katalytisch aktiver 

ribosomaler-RNA (rRNA). Die wachsende Peptidkette wird zwischen transfer-RNAs (tRNAs) 

übertragen, die am 3′-Ende eine entsprechende Aminosäure in Form eines Aminoacyl-Esters 

besitzen (Abbildung 1a). Es ist anzunehmen, dass sich dieser Prozess schrittweise im Laufe 

der Evolution entwickelte und diesem primitivere Formen der Peptidsynthese vorausgingen. 

Diese Hypothese wird gestützt durch die Vielfalt an Aminosäure-modifizierten Nukleotiden, die 

in heutigen Lebensformen identifiziert wurden. Zudem deutet die Vielzahl an möglichen 

Reaktanten, die in einer präbiotischen Umgebung vorhanden sein können darauf hin, dass die 

frühe abiotische Evolution sich weitaus vielfältigeren Molekülen bediente, als denen einer 

reinen RNA-Welt, bestehend aus nur den vier kanonischen Nukleotiden. Die Berücksichtigung 

eines erweiterten chemischen Spielraums durch eine Co-Evolution von RNA und Peptiden 

würde zu einer Ausweitung des Repertoires an funktionellen Gruppen führen, was eine 

Triebkraft der Evolution gewesen sein könnte. Aus dieser RNA-Peptid-Welt könnte sich dann 

im Laufe der Evolution über einwirkende Selektionsdrücke das heutige Zusammenspiel 

zwischen DNA, RNA und Proteinen, wie es das zentrale Dogma der molekularen Biologie 

beschreibt, entwickeln. 
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Abbildung 1 a) Struktur der tRNA beladen mit einer Aminosäure an der Ribose am 3′-Ende. Darstellung der 

Modifikationen (m)nm5U34 und (m6)aa6A37 in der Anticodonschleife. b) Präbiotische Modifizierung von RNA mit 

Aminosäuren und ein konsekutiver RNA-basierter Transferzyklus von Aminosäuren mit Hilfe nicht-kanonischer 

RNA-Modifikationen.  

In dieser Arbeit wurden Ansätze untersucht, in denen Aminosäuren kovalent mit der 

Nukleobase verschiedener Purine und Pyrimidine, im Gegensatz zu Aminoacylestern, 

verknüpft sind. Solche Konjugate lassen sich in tRNAs als post-transkriptionelle Modifikationen 

wiederfinden. Dazu wurde die Bildung dieser Modifikationen unter präbiotischen Bedingungen 

untersucht und es konnte gezeigt werden, dass N-Methylcarbamoyl-Adenin sowohl in 

Nukleosiden als auch Oligonukleotiden in die entsprechenden Aminosäure-modifizierten N6-

Carbamoyl-Adenosinderivate ((m6)aa6A) umgewandelt werden kann. Außerdem wurden 

Syntheserouten entwickelt, um die entsprechenden Phosphoramidit-Bausteine herzustellen, 

welche anschließend genutzt wurden, um eine primitive Form einer RNA-basierten 

Peptidsynthese mit der Hilfe des nicht-kanonischen Nukleosids (Methyl)aminomethyl-Uridin 

((m)nm5U) zu demonstrieren. Hierbei konnte gezeigt werden, dass RNA die Fähigkeit besitzt, 

sich selbst mit Peptiden zu dekorieren (Abbildung 1b). Das Zusammenspiel von RNA und 

Peptiden führt somit zu einer Erweiterung des Repertoires an funktionellen Gruppen, was eine 

Triebkraft gewesen sein könnte, die zu einer erhöhten katalytischen Aktivität von Ribozymen 

führte. Diesbezüglich konnte neben der RNA-basierten Peptidsynthese demonstriert werden, 

dass die kovalente Kopplung zweier RNA-Fragmente über eine Peptidbindung zwischen zwei 

Nukleobasen zu einer Erhöhung der katalytischen Effizienz führen kann. Zusammenfassend 

stellen präbiotisch plausible Modifikationen der Nukleobasen mögliche Formen einer 

uranfänglichen RNA-Peptid-Welt dar, die im Kontext der Entstehung des Lebens 

berücksichtigt werden muss. 
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1. Einleitung 

 

Der Ursprung des Lebens ist nach der Entstehung der Erde vor rund 4 Milliarden Jahren eine 

der großen ungelösten Fragen der Menschheit. Das Leben selbst ist in seiner ganzen Vielfalt 

Gegenstand umfangreicher naturwissenschaftlicher Forschung. Obwohl wir immer mehr über 

das Leben in seiner heutigen Form wissen, ist unser Wissen über den Ursprung noch immer 

wage. Trotz zahlreicher Meilensteine in der Molekularbiologie in den letzten Jahrzehnten, von 

der Aufklärung der molekularen Struktur unseres Erbguts im Jahr 1953, postuliert von James 

Watson und Francis Crick,[1] bis hin zu Projekten zur Sequenzierung des menschlichen 

Genoms im Jahr 2001[2], bleibt die Rekonstruktion der Entstehung des Lebens eine 

faszinierende Herausforderung. Einer der Pioniere in der Evolutionsforschung, Charles 

Darwin, hat in seinen Studien gezeigt, dass sich Lebensformen über natürliche Selektion den 

entsprechenden Lebensräume anpassen.[3] Bevor jedoch die biologische Evolution einsetzte, 

stellt sich in der Forschung zur Präbiotik die Frage, wie aus unbelebter Materie die ersten 

selbsterhaltenden Systeme entstanden sind und ob die Prinzipien der Darwin´schen 

Evolutionstheorie auch auf unbelebte Materie übertragbar ist.[4][5][6] 

Die Disziplin der Phylogenetik beschäftigt sich mit der Abstammung aller Lebewesen. 

Phylogenetischen Studien implizieren, dass der Ursprung allen Lebens auf einen 

hypothetischen Urvorfahren, den last universal common ancestor (LUCA) zurückgeführt 

werden kann.[7][8] Durch molekulargenetische Analysen der Genome wurden bestimmte Gene 

identifiziert, die in allen drei Domänen des Lebens[9] konserviert sind. Dieser Top-Down-Ansatz 

ermöglicht es die biologische Evolution nachzuvollziehen und die Verteilung konservierter 

Gene über die Reiche des Lebens hinweg zu analysieren. Diese Analysen zeigen, dass vor 

allem Gene konserviert blieben, die für die Prozessierung von Ribonukleinsäuren (RNA) bei 

der Transkription und Translation verantwortlich sind.[10][11] Jede Lebensform auf diesem 

Planeten basiert auf dem Zusammenspiel von polymeren Biomolekülen, d.h. 

Desoxyribonukleinsäuren (DNA), Ribonukleinsäuren (RNA) und Proteinen, die das Leben 

definieren. Das zentrale Dogma der molekularen Biologie wurde 1970 von Francis Crick 

postuliert.[12] Es beschreibt, dass die genetische Information im Prozess der Replikation 

vervielfältigt und in der Transkription von der DNA in die RNA umgeschrieben wird, die dann 

in der Translation anhand des genetischen Codes in Proteine übersetzt wird (Abbildung 

2a).[12] Nukleinsäuren fungieren dabei als Träger der Erbinformation (Genotyp) und Proteine 

übernehmen enzymatische Prozesse (Phänotyp), um sowohl die RNA zu replizieren als auch 

die gespeicherte Information zu entschlüsseln und in funktionsfähige Proteine zu übersetzen. 
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Abbildung 2. a) Zentrales Dogma der molekularen Biologie und b) Mögliche Stufen der chemischen Evolution, die 

von diversen Stufen der Replikation zur heutigen Biologie führten. 

 

1.1 Die RNA-Welt-Theorie 
 

Die potentielle Fähigkeit der Nukleinsäuren, Informationen zu speichern führte bereits in den 

1960er Jahren zu der Hypothese, dass die RNA, die sich selbst replizieren und Reaktionen 

katalysieren kann, das zentrale Molekül bei der Entstehung des Lebens gewesen sein könnte, 

noch bevor die Proteinsynthese auftrat.[13][14][15] In den 1980ern konnte auch experimentell 

nachgewiesen werden, dass RNA nicht nur Träger der genetischen Information sein kann, 

sondern auch katalytisch aktiv sein kann.[16][17] Nach den Entdeckungen von Thomas Cech[18] 

und Sidney Altman,[19] dass RNA selbst als Katalysator auftreten kann, prägte Walter Gilbert 

1986 den Begriff der RNA-Welt-Theorie,[20] die postuliert, dass die chemische Evolution 

möglicherweise allein auf RNA als Molekül zurückgeführt werden kann. Cech und Mitarbeiter 

fanden heraus, dass in self-splicing introns von Tetrahymena der Prozess durch RNA 

katalysiert wird.[21][22][23][24][25][26][27][28] Ebenso entdeckten Altman und Mitarbeiter, dass die RNA-

Komponente von RNAse P für die katalytische Funktion verantwortlich ist.[29][30] Somit konnte 

experimentell nachgewiesen werden, dass die RNA beide Funktionen, Genotyp und Phänotyp, 

in einem Molekül vereinen kann. Diese Fähigkeit der RNA könnte dazu geführt haben, dass 

sie zu Beginn der Evolution Prozesse durchführte, die später von effizienteren Katalysatoren 

basierend auf Proteinen übernommen wurden.[31] Ausgehend von der RNA-Welt-Hypothese 

stellt sich in der Präbiotik die Frage, wie sich die ersten Bausteine des Lebens unter 

Bedingungen, die auf einer frühen Erde vorlagen, über abiotische Wege formten und polymere 

Strukturen bilden konnten. Diese Polymere könnten dann in einem folgenden Schritt als 

Templat für die eigene chemische oder gar ribozymatische Replikation gedient haben 

(Abbildung 2b). Durch weitere einwirkende Selektionsdrücke im Laufe der Evolution könnten 

sich weitere Ribozyme mit komplexeren Eigenschaften gebildet haben, die sich in Lipid-

Vesikel einhüllten, woraus sich das heutige Zusammenspiel zwischen DNA, RNA und 

Proteinen, wie es das zentrale Dogma der molekularen Biologie beschreibt, 

entwickelte.[32][33][34][35]  
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1.1.1 Aufbau kanonischer und nicht-kanonischer Nukleotide 

 

Die besondere Eigenschaft sowohl Informationen zu speichern, als auch Reaktionen 

katalysieren zu können, beruht auf der komplexen Struktur der Nukleinsäuren. Sie bestehen 

aus Nukleobasen, der chiralen D-Ribose und dem Phosphat-Rückgrat, über das die einzelnen 

Nukleoside an der 3′- und 5′-Position der Ribose verknüpft sind (Abbildung 3a). Die Abfolge 

der jeweiligen Nukleotide bestimmt die Information, welche anhand des genetischen Codes 

bei der Translation in eine Aminosäuresequenz übersetzt werden kann. Dies beruht auf der 

Fähigkeit antiparallele Doppelhelices zu bilden, in denen die Purin-Nukleobasen Adenin (A) 

und Guanin (G) entsprechend mit den Pyrimidin-Nukleobasen Uracil (U) und Cytosin (C) 

Wasserstoffbrückenbindungen ausbilden können und somit eine molekulare Erkennung 

stattfinden kann (Abbildung 3b).[36]  

 

Abbildung 3. a) Molekularer Aufbau der RNA aus den vier Nukleobasen Cytosin (C), Uracil (U), Adenin (A) und 

Guanin (G) in grün, Ribose in grau und dem Phosphat-Rückgrat in blau. b) Allgemeine Darstellung der 

Basenpaarungen zwischen Pyrimidinen und Purinen. X = Heteroatom.[36] c) Modifikationen des Phosphatrückgrats 

und der Zuckereinheit. RNA = Ribonukleinsäuren; ANA = Arabinonukleinsäuren; TNA = Threonukleinsäure; GNA 

= Glycolnukleinsäure; PNA = Peptidnukleinsäure. 

In einem Bottom-up-Ansatz stellt sich die Frage nach den ursprünglichen Ausgangsmaterialien 

und Bedingungen, unter denen die ersten Bausteine des Lebens über eine abiotische 

Synthese entstanden sind.[37] In den ersten Experimenten von Urey und Miller, in denen die 

Bedingungen einer möglichen frühen Erde simuliert wurden, wurde beobachtet, dass in 

Gasentladungsexperimenten unter einer bestimmten Atmosphäre aus CH4, NH3, H2O und H2 

die ersten Moleküle des Lebens in Form von Aminosäuren entstehen können.[38][39][40] Wie die 



 Einleitung 

4 

ersten Nukleoside als Bausteine der RNA-Welt entstanden sein könnten, konnte in 

nachfolgenden Experimenten der präbiotischen Chemie in einigen wichtigen Durchbrüchen 

gezeigt werden. Diese Ergebnisse wurden in der Literatur vielfach diskutiert.[41][37][42][43] 

Forschungsgruppen konnten demonstrieren, dass sowohl Purin-[44][45][46] als auch Pyrimidin-

Nukleoside[47][48][49] und auch deren Nukleotide[48] unter präbiotisch plausiblen 

Bedingungen[50][51] einer frühen Erde entstehen können.  

Den Rahmen für die Auswahl präbiotischer Ausgangsmaterialien bieten zum einen 

Untersuchungen an extraterrestrischem Material wie z.B. Kometen bzw. Asteroiden[52][53] oder 

auch spektrale Analysen des Weltraums[54] bzw. der Umgebung von Sternen[55][56] oder 

Planeten. Unter anderem konnten Edukte für die Synthese von Kohlenhydraten wie z.B. 

Ribose im interstellaren Raum nachgewiesen werden.[54] In der Formosereaktion[57] können 

aus Formaldehyd und Glycolaldehyd größere Kohlenhydrateinheiten aufgebaut werden. Die 

Stabilität der Ribose und ihre Akkumulation unter präbiotischen Bedingungen galt lange Zeit 

als limitierender Faktor.[58] Jedoch konnte gezeigt werden, dass diese Einschränkungen in 

Anwesenheit von Boratmineralien umgangen und die Ribose stabilisiert werden kann.[59][60] 

Bisher wurde jedoch noch kein präbiotischer Syntheseweg für Nukleoside entdeckt, bei dem 

ausschließlich β-Ribofuranoside erhalten wurden. Stattdessen wurden neben den in der 

heutigen Biologie beobachteten kanonischen Nukleosiden auch diverse Regio- und 

Konfigurationsisomere der Nukleoside nachgewiesen[42], was darauf hindeutet, dass die 

Zusammensetzung der chemischen Bausteine der frühen Erde weitaus vielfältiger war, als 

sich aus einem Top-Down Ansatz[61] mit einem Blick auf die Molekularbiologie vermuten lässt.  

Es konnte gezeigt werden, dass sowohl kanonische als auch nicht-kanonische Nukleoside in 

Nass- und Trockenzyklen gebildet werden können, welche auch als modifizierte Bausteine in 

heutigen Lebensformen vorkommen.[62] Daraus lässt sich vermuten, dass das Leben aus einer 

komplexen Mischung an Molekülen entstanden ist, von denen manche bis heute in Lebewesen 

nachgewiesen werden können.[63][64] Auf der Grundlage dieser Beobachtungen wurden einige 

alternative präbiotische Szenarien beschrieben, in denen die Synthese und Eigenschaften 

nicht-kanonischer Nukleotide untersucht wurden.[65] Dazu gehören zum einen Modifikationen 

der Nukleobase[66][67] und auch Modifikationen der Zuckereinheit. Es konnte gezeigt werden, 

dass Nukleinsäuren, die auf Glycol,[68] Threose[69][70][71] oder Arabinose[72][73][74] basieren, stabile 

Duplexe mit unmodifizierter DNA oder RNA bilden können. Ebenso konnte gezeigt werden, 

dass die codierenden Eigenschaften der Nukleobasen wenig von der Beschaffenheit des 

verbindenden Rückgrats abhängen,[75] d.h. weder von der Zuckereinheit[76][77] noch von der 

chemischen Zusammensetzung des Phosphatrückgrats in Form von Phosphorthioaten[78][79], 

Boranophosphaten[80], Phosphoramidaten[81][82] oder von Substitutionen der gesamten 

verknüpfenden Struktur z.B. durch Peptidnukleinsäuren[83][84] (Abbildung 3c). Letztere wurden 

aufgrund ihrer höheren Stabilität gegenüber Hydrolyse im Vergleich zu 



 Einleitung 

5 

Phosphordiesterbindungen als mögliche Kandidaten für eine präbiotische Evolution in Betracht 

gezogen.[85][86][87] Somit konnte demonstriert werden, dass diese alternativen Nukleinsäuren 

ebenso geeignet sind, genetische Information zu speichern und zu replizieren, bis hin zur 

Entwicklung katalytischer Eigenschaften.[88] In Anbetracht der RNA-Welt-Theorie stellt sich 

jedoch die Frage, wie sich letztendlich aus dieser heterogenen Mischung präbiotisch plausibler 

Nukleotide über eine Darwin´sche chemische Evolution eine molekulare Spezies in Form von 

RNA anreicherte. In dieser Hinsicht, wurden Oligomerisierungsstudien durchgeführt, die 

darauf hindeuten, dass sowohl Template als auch Monomere mit modifizierten Nukleobasen- 

und Zuckereinheiten in nicht-enzymatischen Primer-Extensionsexperimenten weiterhin als 

RNA repliziert werden können, wobei eine kinetische Überlegenheit der RNA im Vergleich zu 

Threo- oder Arabinonukleinsäuren festgestellt wurde.[89] Auf Grund der drei Hydroxygruppen 

eines Ribonukleosids ist nicht nur die molekulare Beschaffenheit des verknüpfenden 

Rückgrats variabel, sondern auch die Verbindung der Monomere in Form von 

Konstitutionsisomeren. Natürlich vorkommende RNA ist über die 3′-5′-Hydroxygruppen der 

Ribose über Phosphordiester miteinander verknüpft, wobei aus präbiotischer Sicht auch eine 

Verknüpfung über die 2′- und 5′-Hydroxygruppen denkbar ist. Studien hierzu haben gezeigt, 

dass sich die Bevorzugung der 3′-5′-Bindung gegenüber der 2′-5′-Bindung durch eine 

präbiotisch plausible Acetylierung der 2′-Position entwickelt haben könnte, da die 2′-5′-

Verknüpfung unter basischen Bedingungen schneller hydrolysiert.[90]  

 

1.1.2 Phosphorylierung von Nukleosiden 

 

In der heutigen Biologie wird die genetische Information durch enzymatische Replikations- 

oder Transkriptions-Prozesse vervielfältigt bzw. übertragen, wobei Nukleosid-Triphosphate als 

aktivierte Monomere verwendet werden.[31] Dazu sind komplexe Enzyme erforderlich, deren 

Existenz in einer frühen RNA-Welt in Frage gestellt wird. Um Ribozyme als Katalysatoren für 

die Replikation von Information zu nutzen, muss zunächst eine nicht-enzymatische Form der 

Oligomerisierung von monomeren Bausteinen stattgefunden haben.[91] Daher spielt neben der 

präbiotischen Synthese der Nukleoside auch die Phosphorylierung und die anschließende 

chemische Verknüpfung von Monomeren zu Oligomeren eine ebenso wichtige Rolle bei der 

Entschlüsselung der Entstehung des Lebens. Um die Bildung oligomerer Nukleotide zu 

realisieren, werden reaktive Ausgangsstoffe benötigt, die in einer Kondensationsreaktion die 

Abspaltung von Wasser ermöglichen.[92]  

Diverse Möglichkeiten der Phosphorylierung mit Orthophosphaten, der häufigsten Form von 

Phosphatsalzen auf der Erdoberfläche, wurden im präbiotischen Kontext beschrieben.[93] Erste 

Untersuchungen von Orgel und Mitarbeitern im Jahre 1968 befassten sich mit der Reaktion 
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von Nukleosiden mit Phosphatsalzen und Kondensationsreagenzien in wässriger Lösung. 

Phosphorylierte Nukleoside konnten jedoch aufgrund der konkurrierenden Reaktion von 

Wasser mit dem aktivierten Phosphat nur in geringen Ausbeuten nachgewiesen werden.[94] 

Durch Zugabe von Harnstoff und bei erhöhten Temperaturen konnte die Ausbeute auch in 

Abwesenheit von Kondensationsreagenzien gesteigert werden.[95][96] Um die Hydrolyse der 

aktivierten Phosphate zu vermeiden, wurde auch Formamid als mögliches präbiotisches 

Lösungsmittel in Betracht gezogen. So konnten Nukleoside durch Reaktion mit 

Phosphatsalzen (KH2PO4)[97] oder Phosphatmineralen[98] in Formamid zu den entsprechenden 

Nukleotiden umgesetzt werden. Neben der Phosphorylierung durch Orthophosphate, wurde 

auch die Verwendung reaktiverer Phosphatspezies in Betracht gezogen.[99][100][93] Dabei 

wurden Anhydride des Phosphats, d.h. Pyrophosphate oder Metaphosphate, die im 

Vulkanismus nachgewiesen werden können, untersucht.[101] Einerseits können 

Trimetaphosphate Nukleoside an der 2′- oder 3′-Position phosphorylieren[102] und andererseits 

können sie auch Aminosäuren aktivieren und so zu einer Peptidsynthese führen.[103] Außerdem 

kann Trimetaphosphat als Ausgangsmaterial mit Ammoniak zu Diamidophosphatsalzen (DAP) 

reagieren,[104] die unter anderem Zuckermoleküle phosphorylieren können.[105] Es wurde auch 

gezeigt, dass DAP alle vier kanonischen Ribonukleoside in hohen Ausbeuten von 27-89% zu 

2′-3′-zyklischen Nukleosid-Monophosphate (2′-3′-cNMP) und 5′-Monophosphate zu den 

entsprechenden Amidodiphosphaten und Amidotriphosphaten umsetzen kann (Schema 

1a).[106]  

 

Schema 1. a) Phosphorylierung von Nukleosiden und Nukleotiden mit Diamidophosphat (DAP). b) Imidazol-

katalysierte Aktivierung von Carbonsäuren mit DAP zu Phospholipidvorstufen und Oligopeptiden.[106] 

Analog zu den natürlich vorkommenden Nukleosid-Triphosphaten (NTPs) werden diese 

sowohl von proteinbasierten als auch von Ribozym-Polymerasen als Substrate erkannt, was 

einen möglichen Übergang von der abiotischen hin zur biotischen Polymerisation darstellen 

kann.[107] Neben der Phosphorylierung von Nukleosiden und Nukleotiden, reagieren auch 
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Aminosäuren mit DAP, wobei diese zu Peptiden oligomerisieren und Glycerin zusammen mit 

Fettsäuren in der Gegenwart von DAP zu einfachen Phospholipidvorstufen reagiert (Schema 

1b).[106] Solch eine Form der Aktivierungschemie von Phosphaten und Carbonsäuren deutet 

darauf hin, dass im Fall einer Co-Existenz von Nukleotiden, Aminosäuren und Fettsäuren 

simultan eine Entwicklung zu höherer molekularer Vielfalt stattgefunden haben könnte. 

 

1.1.3 Oligomerisierung aktivierter Nukleotide 

 

Nach der Phosphorylierung der Nukleoside stellt sich die Frage, wie diese anschließend 

aktiviert werden und in einem nicht-enzymatischen Prozess Oligomere bilden.[63][35] Es konnte 

gezeigt werden, dass 2′-3′-zyklische Nukleotide[108] und 3′-5′-zyklische Nukleotide[109] als 

Ausgangsmaterial für Oligomerisierung verwendet werden können, wobei jedoch nur eine 

geringe Effizienz erzielt wurde. Plausibler erscheinen daher Nukleotide mit einem aktivierten 

5′-Phosphat, zumal bei der enzymatischen DNA- und RNA-Synthese 5′-Triphosphate als 

Substrate für die Polymerisation verwendet werden (Abbildung 4a).  

 

Abbildung 4. a) Aktivierte Nukleotide als Ausgangsmaterialien für die Bildung von Oligonukleotiden. b) Synthese 

RNA-Aminosäurekonjugaten. 

Die zuvor erwähnten 5′-Phosphoramidate in Form von Phosphorimidazoliden sind plausible 

Kandidaten für eine Oligomerisierung in wässriger Lösung. Diese können aus den 

entsprechenden Polyphosphaten und Imidazol gewonnen werden.[110] Bei der 

Oligomerisierung durch Imidazol-aktivierte Nukleotide ergeben sich allerdings neue 

Herausforderungen, da im Nukleotid verschiedene Nukleophile vorhanden sind, die mit der 

aktivierten Spezies reagieren können. So bilden sich neben der kanonischen 3′-5′-

Verknüpfung, vor allem Pyrophosphate und nicht-kanonische 2′-5′-Phosphodiester.[111] Dieses 

Problem der Regiospezifität konnte durch Adsorption der aktivierten Nukleotide an die 

Oberfläche des Minerals Montmorillonite umgangen werden, wodurch die Bildung der 3′-5′-
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Bindung bevorzugt wurde. In einem Ansatz von Orgel und Mitarbeitern konnten somit 

präbiotische Oligomere in einer Länge von bis zu 50 Nukleotiden erhalten werden.[112][113] 

Neben 5′-Phosphorimidazoliden wurden auch über 1-Methyladenin aktivierte 5′-Phosphate 

verwendet, welche eine ähnliche Selektivität von ~70% für die kanonische 3′-5′-Bindung für 

die Oligomerisierung von aktiviertem Adenosin zeigten.[114] 

Neben der de novo Bildung von Oligonukleotiden spielt die Replikation bestehender 

Sequenzen eine wichtige Rolle, um den Erhalt evolutionärer Vorteile zu gewährleisten. In 

Studien zur Oligomerisierung aktivierter Guanosin-Nukleotide in Anwesenheit von Poly-

Cytidin-Templaten wurde gezeigt, dass die Verwendung von 2-Methylimidazol[115] als 

Abgangsgruppe oder der Zusatz von Zn2+ zu der Reaktion,[116] die Regioselektivität in Richtung 

der 3′-5′-Bindung verschieben kann. Clemens Richert und Mitarbeitern konnten zeigen, dass 

durch in situ Aktivierung von Nukleotiden mit Carbodiimiden, d.h. 1-Ethyl-3-(3-

dimethylaminopropyl)carbodiimid (EDC), und in Gegenwart eines Katalysators in Form 

verschiedener Imidazolderivate ein nahezu quantitativer Einbau eines komplementären 

Nukleotids erfolgen kann.[117] Ähnlich wie bei der de novo Synthese von Oligonukleotiden, bei 

der bereits synthetisierte 5′-Phosphorimidazolide verwendet wurden,[118] konnte auch bei der 

in situ Aktivierung zur chemischen Replikation eines Templat-Strangs die Bildung gänzlich 

neuer Oligomere beobachtet werden. Interessanterweise konnte auch gezeigt werden, dass 

in Anwesenheit von Aminosäuren unter den gleichen Reaktionsbedingungen wie bei der in situ 

RNA-Replikation kovalente Konjugate aus RNA und Aminosäuren in Form von 

Phosphoramidaten entstehen (Abbildung 4b).[119][120][121][122][123] Das Kondensationsreagenz 

EDC ist zwar präbiotisch nicht plausibel, aber Carbodiimide generell sind das Tautomer des 

Cyanamids, das unter präbiotischen Bedingungen[124] gebildet werden kann und auch im 

Rahmen der präbiotischen Synthese von Nukleosiden untersucht wurde (Abbildung 5).[48]  

 

 

Abbildung 5. Tautomerie zwischen Cyanamid und Carbodiimid und auf Carbodiimiden basierende 

Aktivierungsreagenzien. 
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Ebenso wurde festgestellt, dass Cyanamid und ATP zur Peptidkopplung[125] oder 

Dicyclohexylcarbodiimid (DCC) und AMP zur Synthese von Aminoacyl-Adenylaten verwendet 

werden können.[126] Betrachtet man die chemische Vielfalt[127] und die vergleichsweise 

unspezifischen Bedingungen bei der abiotischen Kondensation, ist die alleinige Fokussierung 

auf die heute in biotischen Systemen genutzten Bausteine und Reaktionsmechanismen 

vermutlich eine zu starke Vereinfachung. So kommt die Frage auf, ob in der RNA-Welt-

Theorie, die im Wesentlichen von den kanonischen Nukleotiden, d.h. Adenosin, Uridin, 

Guanosin und Cytidin ausgeht, wichtige evolutionäre Vorteile übersehen werden, die die 

Entstehung des Lebens erst ermöglicht haben.[128][129]  

 

1.1.4 Selbstreplizierende Ribozyme 

 

In der RNA-Welt-Hypothese wird davon ausgegangen, dass die RNA als zentrales Molekül bei 

der Entstehung des Lebens fungierte, da sie sowohl Informationen speichern, als auch 

Reaktionen katalysieren kann.[18][19][20][130] Auf Grund der Eigenschaft von Nukleinsäuren 

komplexe tertiäre Strukturen ausbilden zu können, können sie in Reaktionen durch 

Stabilisierung von Übergangszuständen oder durch Förderung einer bestimmten 

Substratorientierung als Katalysator wirken. Solche katalytisch aktiven RNA-Moleküle werden 

auch als Ribozyme bezeichnet, eine Wortbildung aus Ribose und Enzym. In einem 

Evolutionsschritt, nach der Bildung der monomeren Bausteine, die dann chemisch 

polymerisieren konnten, stellt sich die Frage, ob RNA seine eigene Replikation katalysieren 

kann. Ein solcher Schritt hin zu selbst-replizierenden Systemen, die sich aufgrund ihrer 

katalytischen Eigenschaften anreichern können, ist eine Voraussetzung der molekularen 

Evolution.  

Bartel und Szostak konnten durch in vitro Evolution zeigen, dass aus einer Mischung zufälliger 

RNA-Sequenzen funktionsfähige Ribozyme erzeugt werden können. So konnten künstliche 

Ligase-Ribozyme isoliert werden, die einen ersten Schritt hin zu einer selbst-replizierenden 

RNA darstellen können.[131][132] Forscher um Gerald Joyce untersuchten das R3C-Ligase 

Ribozym. Dieses ist eine weitere Form eines selbst-replizierenden Ribozyms, das zwei 

Substrate verbindet, um eine exakte Kopie des Ribozyms zu erzeugen.[133] In diesem Fall 

wurde eines der beiden Substrate als 5′-Triphosphat verwendet. Ein Hauptproblem dieses 

selbst-replizierenden Ribozyms war jedoch die Produktinhibierung, aufgrund der 

thermodynamisch höheren Stabilität der Hybridisierung des verknüpften Produkts R im 

Vergleich zu den beiden Substraten A und B (Schema 2).  
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Schema 2. Selbst-replizierendes Ribozym. Das Ligase-Ribozym R3C-Ligase R katalysiert die Verknüpfung der 

beiden Fragmente A und B wodurch eine Kopie des Ribozyms R entsteht. Aus N. Paul et al. Proc. Natl Acad. Sci. 

2002, 99, 12733-12740 und weiter bearbeitet.[133] 

Diese Produktinhibierung konnte jedoch in einem kreuzkatalytischem System, bestehend aus 

4 Fragmenten, umgangen werden[134] und zudem die Reaktionsraten gesteigert werden.[135][136] 

Außerdem können Schwankungen der Umgebungsbedingungen zu einer Dissoziation der 

komplementären Oligonukleotide führen. Nicht nur die Temperatur kann die Hybridisierung der 

Stränge beeinflussen, sondern auch pH-Schwankungen können die Dissoziation des 

Produktstrangs begünstigen.[137] Neben den R3C Ligasen, wurden auch modifizierte Varianten 

des Azoarcus Self-Splicing Introns (SSI) untersucht, wobei ebenfalls kreuzkatalytische 

Netzwerke entdeckt wurden, in denen sich das Ribozym aus 3 bis 5 Fragmenten selbst 

zusammensetzt.[138][139][140] Somit konnte mehrfach gezeigt werden, dass sich Ribozyme mit 

Ligaseaktivität selbst replizieren und eine höhere Komplexität entwickeln können. Ebenso 

konnte demonstriert werden, dass sich solche Ribozyme auch ursprünglich über nicht-

enzymatische Ligation zusammensetzen konnten, was die beiden zuvor beschriebenen 

Ansätze der chemischen und der ribozymatischen Replikation mit einander verbindet.[141][142]  
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In den letzten Jahrzehnten wurden zahlreiche Meilensteine erreicht, die zum Verständnis der 

Entstehung des Lebens beigetragen haben. Diese reichen von der plausiblen Rekonstruktion 

der abiotischen Synthese der monomeren Bausteine des Lebens, bis hin zur Entdeckung der 

ersten selbst-replizierenden Systeme. Die RNA ist dabei von zentraler Bedeutung, da sie 

Genotyp und Phänotyp in einem einzigen Molekül vereint. Die RNA-Welt-Hypothese wird auch 

dadurch gestützt, dass die RNA in der heutigen Biologie als Katalysator bei der Synthese von 

Proteinen wirkt. Das Ribosom selbst ist also ein Ribozym und könnte Aufschluss darüber 

geben, wie der Übergang von einer reinen RNA-Welt zur Interaktion von RNA und Proteinen, 

wie wir sie heute bei der Translation beobachten, stattgefunden haben könnte.[143][144]  

 

1.2 Die transfer-RNA und modifizierte Nukleoside 

 

Bei der Translation wird die in Nukleinsäuren gespeicherte Information anhand des 

genetischen Codes in eine Abfolge von Aminosäuren übersetzt. Auf diese Weise wird der 

Genotyp in eine aktive Funktion, den Phänotyp, überführt und stellt somit die Schnittstelle 

zwischen der RNA-Welt-Hypothese und dem heutigen Leben dar.[143][144][145] Im Zentrum dieses 

Prozesses steht die katalytisch aktive Einheit der Peptidyltransferreaktion, das 

Ribosom.[146][147][148] Phylogenetische Studien haben gezeigt, dass ein bestimmter Satz an 

Genen notwendig ist, um eine funktionsfähige Zelle zu bilden. In dieser Studie zur Annäherung 

an den hypothetischen last universal common ancestor (LUCA)[7][8] wurden Gene identifiziert, 

welche hauptsächlich für die Translation und für grundlegende Aspekte der Transkription 

benötigt werden. Dies deutet darauf hin, dass die Evolution der Translation aus einer reinen 

RNA-Welt, wenn es denn jemals eine reine RNA-Welt gegeben hat, ein Schlüsselprozess bei 

der Entstehung des Lebens war.[10][11] 

Die Aufklärung der molekularen Struktur des Ribosoms in den 2000er Jahren mit Hilfe der 

Röntgendiffraktometrie war einer der grundlegenden Durchbrüche, die zum Verständnis des 

Translationsmechanismus beigetragen haben.[149][150] Die Proteinbiosynthese basiert auf einer 

komplexen Maschinerie aus informationsenthaltender messenger-RNA (mRNA), Aminosäure-

tragender transfer-RNA (tRNA) und katalytisch aktiver ribosomaler-RNA (rRNA). Das Ribosom 

selbst ist dabei eine hybride Struktur, die in Bezug auf die molekulare Masse zu zwei Dritteln 

aus RNA und zu einem Drittel aus verschiedenen Proteinen besteht, die sich auf zwei 

unterschiedlich große ribosomale Untereinheiten verteilen.[151] Diese Untereinheiten 

unterscheiden sich je nach Lebensform und werden durch den Sedimentationskoeffizienten S 

charakterisiert. Bei Prokaryoten setzt sich das 70S Ribosom beispielsweise aus der 30S 

Untereinheit und der 50S Untereinheit zusammen.[152][153] Die kleine Untereinheit dient der 

Interaktion der tRNA-Anticodonschleife mit dem mRNA-Codon, wodurch die Sequenz der 
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wachsenden Peptidkette festgelegt wird. In der großen Untereinheit findet die Peptidyl-

transferreaktion statt, bei der durch den nukleophilen Angriff des Amins der Aminoacyl-tRNA 

an der A-Stelle auf den C-Terminus der Peptidyl-tRNA an der P-Stelle eine Übertragung des 

wachsenden Peptids erfolgt, woraus eine Synthese vom N- zum C-Terminus des 

letztendlichen Proteins resultiert (Abbildung 6).[147][150]  

 

Abbildung 6. a) Kristallstruktur der 30S-Untereinheit des Ribosoms mit tRNAs gebunden an der Aminoacyl-Stelle 

(A-Stelle, rot), Peptidyl-Stelle (P-Stelle, grün) und Exit-Stelle (E-Stelle). Aus V. Ramakrishnan, Cell 2002, 108, 557-

572 und weiterbearbeitet.[150] b) Peptidyltransfer zwischen zweier tRNAs in der A-Stelle (rot) und der P-Stelle (grün). 

Bei der Suche nach dem Ursprung dieser Maschinerie stößt man unmittelbar auf das Dilemma, 

dass das Ribosom sowohl aus RNA als auch aus Proteinen besteht und daher auch Proteine 

benötigt werden, um Proteine synthetisieren zu können.[144][154][155][156] Es stellt sich die Frage 

ob es möglich ist, eine vereinfachte Form dieser Maschinerie zu rekonstruieren, die 

ausschließlich auf Ribonukleinsäuren basiert.[155][157][158] Die Entstehung der Proteinsynthese 

aus einer RNA-Welt heraus und damit die Einführung eines dualen Systems aus RNA und 

Peptiden wurde 1976 von Francis Crick als „notorisch schwieriges Problem“ (notoriously 

difficult problem) bezeichnet.[159][145] Das von ihm postulierte Modell einer uranfänglichen 

Translation geht von einem Codon-Pentett aus, das vollständig aus RNA besteht und ohne die 

Unterstützung von Proteinen auskommt. Stattdessen postulierte er, dass die Proto-tRNA eine 

Kavität besaß, in der die aktivierte Aminosäure koordiniert werden konnte. Somit wird 

vermutet, dass der Ursprung der codierten Proteinsynthese gänzlich ohne strukturgebende 

Proteine ablief, sondern lediglich mRNA und primitive Vorgänger der tRNA benötigt 

wurden.[159] Diese Hypothese wird durch die Entdeckung gestützt, dass das Ribosom seine 

katalytische Aktivität über die ribosomale RNA (rRNA) erhält. Noller und Mitarbeiter konnten 



 Einleitung 

13 

zeigen, dass die ribosomale RNA-Anteil des Ribosoms seine Aktivität als Peptidyltransferase 

(PTase) auch dann beibehält, wenn die ribosomalen Proteine der 50S Untereinheit entfernt 

werden, wenn auch mit deutlich reduzierter Aktivität.[160] Ebenso konnte gezeigt werden, dass 

die Abwesenheit von proteinbasierten Faktoren zwar die Effizienz der Translation reduziert, 

die Translation aber dennoch stattfinden kann.[161][162] Diese indirekten Nachweise, dass die 

rRNA als Katalysator wirkt, konnten später durch die Aufklärung der Kristallstruktur der 50S-

Untereinheit des Ribosoms weiter bestätigt werden, wodurch das Ribosom selbst als Ribozym 

identifiziert werden konnte.[149][150] 

Auf der Suche nach einem Vorgänger der heutigen tRNA, einer Proto-tRNA, stellt sich die 

Frage, wie diese aufgebaut war und wie die Aminosäuren daran gebunden waren.[163][164][165] 

In den heutigen tRNAs sind die Aminosäuren am 3′-Ende als Aminoacylester mit der Ribose 

verknüpft.[166] Die Aminosäuren werden in Form ihres Aminoacyl-Adenylats (aa-AMP) 

aktiviert[167] und mit Hilfe von Aminoacyl-tRNA-Synthetasen (aaRS) spezifisch an die 

entsprechende tRNA gebunden (Schema 3a).[168][169][170][171] Diese Strukturen gelten als 

hochkonservierte Motive,[154][172] deren Ursprung jedoch eine der größten ungelösten Fragen 

der präbiotischen Chemie darstellt.[164][165] In Anbetracht der RNA-Welt-Theorie wird vermutet, 

dass die Funktion der proteinbasierten aaRS in einem frühen Stadium der Evolution durch 

Ribozyme ausgeführt wurde.[173][174]  

 

Schema 3 a) Aktivierung der Aminosäuren als Adenylat (aa-AMP) und anschließender Transfer auf das 3′-Ende 

der entsprechenden tRNA. b) Chemische Strukturen Aminosäure-modifizierter Nukleinsäuren am 5′-Phosphat, an 

der 2′-3′-Position der Ribose oder an der Nukleobase. 

Vor diesem biochemischen Hintergrund wurden zahlreiche Studien durchgeführt, in denen 

Adenylate und Ester für den RNA-basierten Transfer von Aminosäuren untersucht wurden 

(siehe Kapitel 1.4). Diese Verbindungen erweisen sich jedoch als hydrolytisch instabil, 
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insbesondere in Umgebungen, die stark von den physiologischen Bedingungen 

abweichen.[175][176][177] Daraus resultiert eine kurze Halbwertszeit in wässriger Lösung, was 

RNA-Aminosäure-Konjugate, wie sie in der Translation verwendet werden, in einem frühen 

Stadium der Evolution als unwahrscheinlich macht.[178] Das 3′-Ende ist jedoch nicht die einzige 

Position in der tRNA, die mit Aminosäuren modifiziert sein kann. In ähnlicher Weise befinden 

sich in einigen modernen tRNAs in der Nähe der Anticodonschleife nicht-kanonische 

Nukleotide, die Aminosäuren über eine Harnstoffbrücke an der Nukleobase tragen können, die 

vergleichsweise stabiler gegenüber Hydrolyse ist (Schema 3b).[179][180] 

Generell ist die tRNA reich an nicht-kanonischen Nukleosiden und darunter insbesondere an 

Modifikationen der Nukleobase.[181][182] tRNAs sind ein zentrales Molekül in der 

Proteinbiosynthese und gehören zu den nicht-codierenden RNAs (non-coding RNA), die 

Substrate für zahlreiche post-transkriptionelle Modifikationen sind.[183] Nicht-kanonische 

Nukleoside spielen neben der Codierung auch eine wichtige Rolle bei der Stabilität und der 

Ausprägung von Sekundär- oder Tertiärstrukturen und spiegeln die Vielfalt der Möglichkeiten 

wider, wie RNA ausgeprägt sein kann.[184][185] Insbesondere innerhalb der Anticodonschleife 

befinden sich diverse Aminosäuremodifikationen.[186] Das N6-exozyklische Amin von Adenosin 

und die 5-Position von Uridin können dabei vielseitig modifiziert sein.[186] Die Position 37 der 

tRNA, die in 3′-Richtung neben der 3. Base in der Anticodonschleife liegt, ist in >70% aller 

tRNAs modifiziert.[187] Eine der möglichen Modifikationen enthält die Aminosäure Threonin in 

Form von N6-Threonylcarbamoyl-Adenosin (t6A).[188] Neben t6A wurden auch weitere N6-

Carbamoyl-Adenosin-Derivate entdeckt, die über eine Harnstoffbrücke gebundene 

Aminosäuren tragen, wie z.B. N6-Hydroxynorvalincarbamoyl-Adenosin (hn6A),[189] 

Hydroxythreonylcarbamoyl-Adenosin (ht6A),[190] N6-Glycinylcarbamoyl-Adenosin (g6A)[191] oder 

auch Derivate an der Nukleobase von t6A, wie das zyklische ct6A[192] oder das methylierte 

m6t6A.[193] Ob ct6A letztendlich in der Hydantoin- oder der Oxazolon-Isoform vorliegt, konnte 

bisher nicht eindeutig geklärt werden (Abbildung 7).[192][194]  
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Abbildung 7. Strukturen der Nukleobasen diverser Aminosäure-modifizierter N6-Carbamoyl-Adenosin-Derivate. 

N6-Threonylcarbamoyl-Adenosin (t6A) kann ausschließlich in Position 37 der tRNA gefunden 

werden und tritt in allen tRNAs auf, die entsprechende ANN-Codons lesen.[187] Diese 

Modifikation dient der korrekten Ausbildung der Anticodonschleife. Die Harnstoffeinheit bildet 

dabei eine planare Struktur zum Adenin-Ring, welche über eine Wasserstoffbrücke zwischen 

der N1-Position des aromatischen Rings und der NH-Gruppe der Aminosäure stabilisiert wird. 

Dadurch wird die Fläche für Basenstapelung erweitert. Die Threonyl-Einheit hingegen kann 

frei um die NH-Gruppe und den α-Kohlenstoff der Aminosäure rotieren. Auf Grund des 

sterischen Anspruchs der Threonyl-Modifikation findet keine Basenstapelung zwischen der 

benachbarten Base U36 statt, sondern mit der Nukleobase A1 des Codons, wodurch eine 

erhöhte Stabilität der Codon-Anticodon-Interaktion erreicht wird. Außerdem verhindert die t6A-

Modifikation die Bildung einer Basenpaarung zwischen A37:U33, was für eine fehlerfreie 

Ausprägung der Sekundärstruktur der Anticodonschleife essentiell ist (Abbildung 8a und 

b).[185][195]  
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Abbildung 8. a) Kristallstruktur der Anticodonschleife der modifizierten tRNALys
mnm

5
UUU gebunden an die 

ribosomale 30S Untereinheit in der A-(Aminoacyl-)Stelle. In der Vergrößerung sind die Watson-Crick 

Basenpaarungen A:U und die Wobble Basenpaarung G:mnm5U zwischen der Anticodonschleife und des AAG 

Lysin-Codons dargestellt. b) Ausschnitt der Anticodonschleife mit den natürlichen Modifikationen mnm5U34 und 

t6A37. Die Kristallstrukturen wurden dem PDB-Eintrag 1XMO[185] entnommen und mit Discovery Studio Visualizer 

v21.1.0 bearbeitet. 

Diese N6-Carbamoyl-Modifikation wird post-transkriptionell durch spezifische Enzyme 

eingefügt, deren Untereinheiten im Fall des kinase, endopeptidase and other proteins of small 

size (KEOPS) Komplexes über Archaeen und Eukaryoten hinweg konserviert sind.[196] Die 

Kae1-Untereinheit, welche die Bildung von t6A katalysiert, kann sogar in allen drei Domänen 

des Lebens gefunden werden.[10] In der Synthese von t6A wird ausgehend von L-Threonin, 

Bicarbonat/CO2 und ATP das Intermediat Threonylcarbamoyl-Adenosinmonophosphat (TC-

AMP) hergestellt, welches anschließend unter der Abspaltung von Adenosinmonophosphat 

(AMP) die tRNA mit t6A modifiziert. (Schema 4a).[197][198]  

 

Schema 4. Enzymatische Synthese der tRNA-Modifikationen t6A und mnm5U ausgehend von L-Threonin bzw. 

5-Carboxymethylaminomethyl-Uridin.[197][198][199] 

Eine weitere Stelle, sogar direkt innerhalb des Anticodons, die mit Aminosäuren modifiziert 

sein kann, ist die Wobble Position 34, in der die folgenden Aminosäuremodifikationen 
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vorkommen können: Glutaminsäure als Glutamyl-Queuosin (GluQ)[200][201], Lysin als 2-Lysidin 

(k2C),[202] und Glycin als 5-Carboxymethylaminomethyl-Uridin (cmnm5U).[199] Diese 

Modifikationen spielen eine grundlegende Rolle bei der Decodierung der NNG/A Codons durch 

Stabilisierung der U:G Wobble-Basenpaarung (Abbildung 8a und b).[203] Letztere 

Modifikation, cmnm5U, wurde in Escherichia coli in der tRNALeu nachgewiesen. Ebenso kann 

cmnm5U durch das bifunktionelle Protein MnmC über die FAD-abhängige Oxidasedomäne 

MnmC1 in 5-Aminomethyl-Uridin (nm5U) und anschließend über die S-Adenosylmethionin-

abhängige Domäne MnmC2 in das methylierte Derivat 5-Methylaminomethyl-Uridin (mnm5U) 

umgewandelt werden (Schema 4b).[199] 

Aufgrund der Komplexität des gesamten Translationsprozesses ist es schwierig den Ursprung 

der codierten Peptidsynthese aus einer RNA-Welt heraus zu rekonstruieren. Harry Noller 

postulierte, dass in einer vereinfachten Proto-Translation im Laufe der Evolution ursprünglich 

nicht direkt funktionelle Proteine entstanden, sondern zufällige Peptide, die an die RNA 

kovalent gebunden waren und damit die chemische Diversität erhöhten.[145] In der Folge könnte 

dies zu einer erhöhten Stabilität[204][205][204] oder Funktionalität der RNA geführt haben.[128][206][207] 

Es wird vermutet, dass solche Modifikationen der Nukleobase bereits Teil eines ursprünglichen 

genetischen Codes gewesen sein könnten, in dem Aminosäuren in der Anticodon-Region der 

Proto-tRNA vorkamen und nun als mögliche molekulare Fossilien beobachtet werden.[208][209] 

 

Schema 5. Präbiotische Routen zu a) Aminosäure-modifiziertem N6-Carbamoyl-Adenosin und b) 5-modifiziertem 

Uracil.[210][211] 

Diese Hypothese kann durch den Nachweis gestützt werden, dass einige dieser 

Modifikationen auch in präbiotisch plausibler Weise entstehen können. Es wurde gezeigt, dass 

sowohl g6A als auch t6A unter präbiotischen Reaktionsbedingungen erhalten werden können 

(Schema 5a).[210] Aminosäuren können durch Reaktion mit Methylisocyanat (MIC) in einer 
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Formamidlösung zu den entsprechenden N-Methylcarbamoyl-Aminosäuren umgesetzt 

werden, die dann unter nitrosierenden Bedingungen mit dem exozyklischen Amin des 

Adenosins zu t6A bzw. g6A reagieren können. Neben O-Carbamoyl-modifizierten Nukleosiden 

wurde zudem auch die Bildung methylierter Spezies beobachtet, da bei der Bildung des N-

Isocyanats der Aminosäure Diazomethan abgespalten wird, was einen möglichen Weg zu 

methylierten Nukleosiden darstellt. Auch die Nukleobasen der nicht-kanonischen Nukleoside 

mnm5U, nm5U und cmnm5U konnten unter präbiotischen Bedingungen erhalten werden. Die 

Reaktion wurde von Miller und Mitarbeitern ausschließlich mit Uracil untersucht, da die 

Addition von Formaldehyd im ersten Schritt eine höhere Reaktionsrate mit der Nukleobase im 

Vergleich zum Nukleosid aufweist. Dennoch ist es aus präbiotischen Gesichtspunkten ebenso 

plausibel, dass 5-Hydroxymethyl-Uridin aus dem entsprechenden unmodifizierten Nukleosid 

Uridin durch Addition von Formaldehyd entstehen kann. Im zweiten Schritt wurde von Miller 

und Mitarbeitern gezeigt, dass 5-Hydroxymethyl-Uracil mit verschiedenen Nukleophilen, u.a. 

Methylamin, Ammoniak oder Glycin, substituiert werden kann, wodurch die Nukleobasen-

Modifikationen nm5U, mnm5U und cmnm5U erhalten wurden (Schema 5b).[211] 

 

1.3 Selbst-aminoacylierende Ribozyme 

 

Die selektive Beladung von tRNAs oder analoger RNA-Sequenzen ist nicht nur im 

Zusammenhang mit der Entstehung des Lebens von Bedeutung,[212] sondern auch in der 

Biotechnologie, um den genetischen Code zu erweitern und künstliche Proteine mit 

modifizierten Eigenschaften zu erhalten.[170][213] Im Kontext der präbiotischen Chemie gilt die 

Darstellung aminoacylierter RNA als ein weiteres Bindeglied, um den Übergang von einer 

RNA-Welt zu den Ursprüngen der Translation zu rekonstruieren.[145][214] Dieser Dualismus aus 

RNA und Aminosäuren konnte erstmals in der nicht selektiven Aminoacylierung von RNA 

beobachtet werden. Dabei wurde die Aminosäure in einer Imidazol-katalysierten Reaktion von 

einem Aminoacyl-Adenylat auf eine der Hydroxygruppen der Ribose eines Uridin- oder 

Adenosin-Oligomers übertragen.[215][216] Sowohl aus präparativer, als auch biotechnologischer 

Perspektive haben Forschungsgruppen an der in vitro Evolution von Ribozymen gearbeitet, 

die selektiv RNA aminoacylieren können.[174][217] Dabei konnte gezeigt werden, dass Ribozyme 

die Eigenschaft haben können, RNA am 3′-Ende mit Aminosäuren zu modifizieren. Eine der 

bahnbrechenden Arbeiten in diesem Kontext wurde 1995 von Yarus und Mitarbeitern 

veröffentlicht, in der ein Ribozym aus nur 5 Nukleotiden, die Aminoacylierung an der 2′3′-

Position eines 4-mers mit einem 3′-terminalen Uridin katalysierte (Abbildung 9a).[218] Es 

konnte gezeigt werden, dass lediglich drei konservierte Nukleotide für die katalytische Aktivität 

notwendig waren.[219] Zwei Nukleotide des Ribozyms und ein Nukleotid des Substrats bilden 
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eine katalytisch aktive Stelle, wodurch die als Adenylat aktivierte Aminosäure (Phe-AMP oder 

Tyr-AMP) auf das Substrat übertragen werden kann.[220][217] Interessanterweise katalysierte 

das von Yarus und Mitarbeitern beschriebene Ribozym sowohl die Aminoacylierung von RNA 

als auch eine sukzessive Peptidkopplung, wodurch kurze Peptid-Oligomere erhalten 

wurden.[178][220][221] Diese geringe Spezifität spiegelt die Vielseitigkeit primitiver Ribozyme wider, 

die ein wichtiger Motor der Evolution gewesen sein kann.[222][223][173]  

 

Abbildung 9. a) Selbst-aminoacylierendes Ribozym nach Yarus et al. b) Aminosäure-Adenylate, welche als 

Substrat für das selbst-aminoacylierende Ribozym verwendet wurden c) Aktivierte Substrate für diverse Flexizyme.  

Die Beschränkung auf Substrate mit der Sequenz 3′-CCU und die Verwendung ausschließlich 

aromatischer Aminosäuren, wie z.B. Phenylalanin-Adenosinmonophosphat (Phe-AMP) stellt 

ein Hindernis für die Anwendung im Bereich der Erweiterung des genetischen Codes dar. Mit 

dem Ziel das 3′-CCA-Ende der tRNA zu modifizieren und dabei verschiedene, auch nicht 

proteinogene Aminosäuren verwenden zu können, entwickelte die Forschungsgruppe um 

Hiroaki Suga durch schrittweise in vitro Evolution eine neue Klasse aminoacylierender 

Ribozyme: Die Flexizyme, deren Name sich von der Flexibilität der Substratspezifität 

ableitet.[170] Dabei wurden zu Beginn bevorzugt aktivierte aromatische Aminosäuren, d.h. 

Phenylalanin, verknüpft und selektiv an die 3′-OH Gruppe des terminalen Adenosins 

gekoppelt.[224] Dazu wurde die tRNA mit einer randomisierten Bibliothek von RNA-Sequenzen 

am 5′-Ende verlängert und nach der Fähigkeit das 3′-Ende zu aminoacylieren selektiert. Nach 

weiterer Verfeinerung des Designs wurde eine höhere Toleranz gegenüber der Verwendung 

unterschiedlicher tRNAs erreicht, da die Interaktionen zwischen Ribozym und tRNA lediglich 

auf drei Basenpaarungen mit dem 3′-CCA-Ende der tRNA beruhten, wodurch auch andere 

Sequenzen mit dem CCA-Motiv aminoacyliert werden konnten.[225] Als aktivierte Aminosäuren 

wurden neben Adenylaten[218][220][226][221] auch Cyanomethylester (CME)[227][228] oder Thioester 

(CBT, ABT)[229] des Phenylalanins verwendet (Abbildung 9b und c). Kristallographische 

Untersuchungen am Flexizyme Fx3 zeigten, dass das Ribozym eine Erkennungsstelle für den 



 Einleitung 

20 

aromatischen Ring der Aminosäure besitzt.[230] Durch weitere Mutationen konnte die Spezifität 

für die aromatische Seitenkette umgangen und das aromatische Erkennungsmotiv in die 

Abgangsgruppe der aktivierten Aminosäure verschoben werden.[231] So konnte die Bandbreite 

an Substraten um nicht natürlich vorkommende Aminosäuren, d.h. D-Aminosäuren,[232] N-

Alkylaminosäuren[233] und α-Hydroxysäuren[234] oder sogar Oligopeptide[235] erweitert werden. 

Trotz der beeindruckenden Verbesserung der aminoacylierenden Eigenschaften der 

Flexizyme und der Erweiterung um mögliche Substrate und um das CCA-Motiv bleibt die 

Bedeutung aminoacylierender Ribozyme als Vorläufer von aaRS fraglich, da bisher keine 

derartigen Ribozyme in der Natur identifiziert werden konnten und die Erkennung der 

Substrate über aromatische Motive, wie Dinitrobenzylester (DBE), präbiotisch fraglich 

erscheint.[174][236] Nichtsdestotrotz könnten aminoacylierende Ribozyme das Bindeglied 

zwischen einer reinen RNA-Welt hin zu einer RNA-Peptid-Welt gewesen sein, deren Aufgabe 

im Verlauf der Evolution durch effizientere Proteine übernommen wurde. Insbesondere dann, 

wenn präbiotisch plausible Aminosäure-Adenylate als Substrate für eine Aminoacylierung 

dienten. 

 

1.4 RNA-basierter Aminosäuretransfer 

 

Der genetische Code besteht aus 20 proteinogenen Aminosäuren, die entweder vom 

Organismus aufgenommen (essentielle Aminosäuren) oder über biochemische 

Stoffwechselwege in der Zelle synthetisiert werden. Es ist jedoch davon auszugehen, dass die 

ersten Aminosäuren auf abiotischem Wege entstanden sind.[237][238] Im 

Gasentladungsexperiment nach Miller[38][239] konnten 10 der derzeit 20 proteinogenen 

Aminosäuren identifiziert werden.[240] Eine ähnliche Anzahl von Aminosäuren wurde auch in 

Meteoriten nachgewiesen.[241][242] Dies lässt auf einen abiotischen Ursprung schließen und 

diese sowohl experimentell synthetisierten als auch aus extraterrestrischem Material isolierten 

Aminosäuren können neben zahlreicher nicht-proteinogener Aminosäuren als präbiotisch 

plausibel angesehen werden. Wie jedoch die jeweiligen Aminosäuren von einer nicht-codierten 

Peptidsynthese[128][206][207] hin zu einer sequenz-codierten Synthese zugeordnet wurden, ist 

nach wie vor eine der großen offenen Fragen in der Erforschung des Ursprungs des Lebens. 

Der Schlüssel zum Verständnis dieses Ursprungs ist der codierte, RNA-basierte 

Aminosäuretransfer. Zahlreiche Forscher haben sich dementsprechend mit verschiedenen 

RNA-Aminosäurekonjugaten in Form von Aminoacyl-Phosphaten, Phosphoramidaten und 

Estern befasst.[243] 

Ähnlich zu der Beladung von tRNAs mit Aminosäuren durch aaRS und der ribozymatischen 

Beladung von RNA durch Aminosäure-Adenylate nach Yarus et al., fanden Tamura und 
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Mitarbeiter heraus, dass Aminosäuren, die als gemischtes Anhydrid an das 5′-Phosphat einer 

Donorsequenz gebunden sind, mit dem 3′-Ende eines benachbarten Oligonukleotids reagieren 

können. In diesem Fall waren Donor- und Akzeptorsequenz über einen komplementären 

Strang miteinander verbunden (Schema 6a).[175]  

 

Schema 6. Präbiotische Untersuchungen zum RNA-basierten Aminosäure-Transfer und Ligation von RNA-

Fragmenten durch Phosphoramidate und Ester aus Aminosäuren; entweder zwischen zweien Sequenzen, die über 

eine Brückensequenz verknüpft sind oder zwischen zweien komplementären Sequenzen mit 3 ′-Überhang. a) 

Aminosäure-Transfer über 5′-Aminoacyl-Phosphate. b) Aminosäure-Transfer über 5′-Phosphoramidate. c) 

Verknüpfung zweier RNA-Fragmente über 5′-Phosphorimidazolide und 3′-Aminoacylester.[243] 
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In ähnlicher Weise konnten Sutherland und Mitarbeiter zeigen, dass der Transfer auch 

zwischen komplementären Strängen möglich ist. Anstelle der verbrückenden Sequenz wurde 

ein Überhang von 4-5 Nukleotiden verwendet und in Abhängigkeit von der Nukleotidsequenz 

konnte ein Aminosäuretransfer in Ausbeuten von bis zu 55% beobachtet werden (Schema 

6a).[176] Es gibt auch erste Hinweise darauf, dass die Chiralität der Aminosäure einen Einfluss 

auf den Transfer zur RNA hat, da die Übertragung von L- gegenüber D-Aminosäuren bevorzugt 

wurde.[176][244][245] Dies deutet darauf hin, dass die ebenfalls chirale D-Ribose der Nukleoside 

bzw. Nukleotide einen Einfluss auf die Entstehung der in der heutigen Biologie vorzufindenden 

Homochiralität der Aminosäuren gehabt haben könnte.[246]  

Neben den gemischten Anhydriden, bei denen die Carbonsäure der Aminosäure an das 

Phosphat gebunden ist, konnten unter präbiotischen Bedingungen auch Phosphoramidate 

erhalten werden, in denen das Amin der Aminosäure mit dem Phosphat reagiert (siehe Kapitel 

1.1.3). Nach der in situ Aktivierung der Carbonsäure mit wasserlöslichen Aktivatoren, wie z.B. 

1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl)-carbodiimid (EDC) und einem Organokatalysator, z.B. 

Ethylimidazol[122], können anschließend Nukleophile, u.a. 3′-Hydroxy-[247] oder 3′-

Aminogruppen,[248] mit der Carbonsäure der als Phosphoramidat gebundenen Aminosäure 

reagieren. Dadurch wird ein chimäres Produkt erhalten, in dem zwei RNA-Fragmente über 

eine Aminosäure miteinander verbunden sind. In einem zweiten Schritt kann die Aminosäure, 

nach der Hydrolyse des Phosphoramidats unter sauren Bedingungen, auf die 2′-3′-

Hydroxygruppe des benachbarten RNA-Strangs übertragen werden (Schema 6b). Ebenso 

konnte über die Phosphoramidatchemie eine nicht enzymatische Translation rekonstruiert 

werden, bei der anstelle eines Tripletts, ein einzelnes Nukleotid über Watson-Crick-

Basenpaarung und π-π-Wechselwirkungen als Erkennungsmerkmal verwendet wird.[249]  

In ähnlicher Weise kann die Verknüpfung zweier RNA-Fragmente auch durch die 

Transamidierung eines aktivierten 5′-Phosphorimidazolids mit dem Amin der Aminosäure 

erfolgen.[250] In diesem Fall entsteht ein ebenfalls ein chimäres Molekül aus Nukleotid und 

Aminosäure, in dem die Aminosäure als Ester und als Phosphoramidat kovalent an beide 

RNA-Stränge gebunden ist (Schema 6c).[251] Solche chimären Moleküle können ein Beispiel 

für eine Co-Evolution von RNA und Peptiden sein, bei der die Wechselwirkungen beider 

Moleküle zu einer höheren Komplexität geführt haben und ein Motor der Evolution gewesen 

sein könnten.[207] In diesem Zusammenhang haben Studien zur chemischen Primer-

Verlängerung aminoacylierter RNA gezeigt, dass 2′-3′-aminoacylierte RNA eine höhere 

Reaktionsrate mit einem aktivierten 5′-Phosphorimidazolid aufweist, als unmodifizierte 2′-3′-

Hydroxy-RNA. Ebenso konnte gezeigt werden, dass diese RNA-Peptid-Chimären auch als 

Template für nicht-enzymatische Replikationen dienen können.[251] Neben dem Einfluss bei 

der Verknüpfung polymerer Strukturen wurde auch der Aufbau katalytisch aktiver RNA-

Sequenzen untersucht. Dabei diente unter anderem das Hammerhead Ribozym als 
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Modellsystem, um die Aktivität des chimären Ribozyms mit der des kanonischen Ribozyms als 

Referenz zu vergleichen (Schema 7a und b).[252] 

 

Schema 7. a) Chemische Synthese eines chimären I/III Hammerhead Ribozyms aus RNA-Fragmenten mit Hilfe 

eines DNA-Templats. b) Spaltungsreaktion des chimären I/III Hammerhead Ribozyms. Die konservierte 

Nukleotidsequenz ist in schwarz dargestellt und das aminoacylierte 3′-CA ist rot hervorgehoben. Grüner Kreis = 

FAM-Fluorophor.[252] 

Die 2′-3′-aminoacylierten RNA-Fragmente wurden präparativ durch Flexizym-abhängige 

Aminoacylierung und die 5′-Phosphorimidazolid-modifizierten RNA-Stränge aus dem 

entsprechenden 5′-Phosphat und 2-Methylimidazol hergestellt.[253][254] Die anschließende 

Ligation der Fragmente setzte einen Templat-Strang voraus und ergab zwar das 

zusammengesetzte Produkt, das jedoch aufgrund der Hybridisierung zwischen Templat und 

Produkt nicht katalytisch aktiv war. Durch die Verwendung von DNA als Templat-Sequenz, 

welche anschließend enzymatisch verdaut wurde, oder alternativ mehrerer kürzerer RNA-

Splints, konnte die Inhibierung umgangen werden. In Abhängigkeit von der verknüpfenden 

Aminosäure wurde eine 20- bis 80-fach reduzierte Aktivität des chimären Ribozyms im 

Vergleich zum unmodifizierten Ribozym beobachtet. Gly wurde als polare, Lys als kationische, 

Leu als unpolare und Asp als anionische Aminosäure untersucht, wobei Lys die höchste 

Aktivität zeigte. Eine äquimolare Mischung der nicht zusammengesetzten Fragmente 

hingegen wies keine messbare Aktivität auf.[252]  

RNA-Aminosäure-Konjugate könnten also nicht nur Vorläufermoleküle für die Translation 

gewesen sein, sondern auch in einem frühen Stadium der Evolution als strukturgebende 

Motive gedient haben, die RNA-Fragmente verknüpften und Eigenschaften von Ribozymen 

verbesserten.  
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1.5 Selbstspaltende RNA – Das Hammerhead Ribozym 

 

Selbstspaltende Ribozyme sind aufgrund ihrer einfachen Struktur von ca. 50 Nukleotiden und 

der guten Quantifizierbarkeit ihrer katalytischen Aktivität ein ausgezeichnetes Modell für die 

Untersuchung katalytischer Prozesse im präbiotischen Kontext.[252][255][256] Zu der Klasse der 

selbstspaltenden Ribozyme gehören das Hammerhead Ribozym, das Hepatitis Delta Virus 

(HDV) Ribozym, das Hairpin Ribozym, das Neurospora Varkud Satellite Ribozym, das 

bakterielle Glucosamin-6-Phosphat-Synthase (GlmS) Motiv Ribozym, das Pistol Ribozym, das 

Twister Ribozym, das Twister Sister Ribozym und das Hatchet Ribozym.[257] Selbstspaltende 

Ribozyme sind in der Natur weit verbreitet und spielen eine Vielzahl von Rollen[258][259] und 

zudem wurden zahlreiche Methoden entwickelt, um neue katalytisch aktive RNA-Motive zu 

identifizieren.[260] Das Hammerhead-Ribozym wurde ursprünglich in Pflanzenviren, Viroiden 

und Virusoiden entdeckt, wo es der Prozessierung von RNA-Transkripten dient.[261][262] Darüber 

hinaus wurde es in allen drei Domänen des Lebens, Bacteria, Archaea und Eucarya, 

nachgewiesen und gehört zu einer der am weitesten verbreiteten Klassen von 

Ribozymen.[263][264][265] Dieses vielseitige Vorkommen könnte darauf hindeuten, dass es bereits 

früh in der Evolution entstanden ist und sich sogar mehrfach unabhängig de novo entwickelt 

hat.[266]  

Die Sekundärstruktur des Hammerhead Ribozyms besteht aus drei Helices, die durch 

konservierte Nukleotidsequenzen verbunden sind und welche für die katalytische Aktivität 

essentiell sind (Abbildung 10a). 

 

Abbildung 10. Generelles Motiv des III Hammerhead Ribozyms und Konformationen des katalytischen Zentrums. 

a) Schema des minimalen Hammerhead Ribozym Motivs[266] mit Hervorhebung konservierter Nukleotid Sequenzen 

(rot, blau, orange, grün) und der Nukleotide G8 und G12, welche die Hydrolyse der Phosphordiester Bindung des 

Nukleotides C17 katalysieren. b) Zwei Konformationen des Hammerhead Ribozyms. Links (F0), minimales Motiv 

ohne tertiäre Wechselwirkungen zwischen Stamm I und II. Rechts (F1), verlängertes Ribozym mit tertiären 

Wechselwirkungen zwischen Stamm I und II und resultierender Konformationsänderung des aktiven Zentrums. Die 

Kristallstrukturen wurden den PDB-Einträgen 1HMH[267] (links) und 2QUS[268] (rechts) entnommen und mit 

Discovery Studio Visualizer v21.1.0 bearbeitet. 
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Die Hammerhead Ribozyme werden in drei Topologien eingeteilt. Typ I, II oder III, je nachdem 

in welchem Stamm des Ribozyms sich das 3′- und das 5′-Ende der Sequenz befinden.[257] Als 

Mechanismus der Spaltung im Hammerhead Ribozym findet eine Transesterifizierung durch 

Säure-Base-Katalyse statt.[269] Im aktiven Zentrum des Hammerhead Ribozyms befinden sich 

die Nukleotide G8, G12 und C17, wobei G8 als Säure und G12 als Base in der Transesterifizierung 

fungieren. Die N1-Position von G12 muss dabei deprotoniert sein, um die 2′-Position des 

Substrat Nukleotids C17 deprotonieren zu können. Dabei tragen monovalente Kationen, wie 

z.B. Na+, zur Stabilisierung bei.[270][271] Die 2′-Hydroxygruppe von G8 ist so positioniert, dass sie 

als Protonendonor für den 5′-Sauerstoff der Abgangsgruppe in der Spaltungsreaktion dienen 

kann. Die Reaktion verläuft über einen trigonal-bipyramidalen Überganszustand des 

Phosphats und ergibt ein 2′-3′-zyklisches Phosphat an C17 und ein 5′-Hydroxy-Terminus an 

der Abgangsgruppe (Schema 8).[268][269] Durch die Strukturanalyse mittels Einkristall-

Röntgendiffraktometrie und diversen Methoden wie atomare Mutagenese konnten diese 

Mechanismen des Hammerhead Ribozyms aufgeklärt werden.[272] Es wurden Kristallstrukturen 

des präkatalytischen Zustands des minimalen Motivs des Hammerhead Ribozyms erhalten, 

indem Substrate verwendet wurden, die an Position C17 keine 2′-Hydroxygruppe aufweisen, 

d.h. DNA- oder 2′-Methoxy-Nukleotide.[267][273] Auch konnte eine Kristallstruktur eines 

Hammerhead Ribozyms erhalten werden, das ein nicht-modifiziertes Ribonukleotid an der C17 

besaß. Hierzu wurde die Struktur in Abwesenheit von bivalenten Kationen, wie z.B. Mg2+ oder 

Mn2+, aufgelöst. Diese sind beim minimalen Motiv des Ribozyms nötig, um eine 

Konformationsänderung in die aktive Form zu gewährleisten.[274]  

 

Schema 8. Mechanismus der Säure-Base-Katalyse in der Transesterifizierung eines Hammerhead Ribozyms.[268] 

Ebenso konnte die katalytische Aktivität des Ribozym reduziert werden, indem G12 durch A12 

substituiert wurde und so das Substrat und auch die Konformation erhalten blieben.[268] Diese 

Studien haben gezeigt, dass, abgesehen von der konservierten Nukleotidsequenz, tertiäre 

Wechselwirkungen[275] zwischen Stamm I und Stamm II stattfinden müssen, um ein unter 

physiologischen Konzentrationen von Mg2+ aktives Hammerhead Ribozym zu erhalten 

(Abbildung 10b).[268][276][277] Die tertiären Wechselwirkungen zwischen Stamm I und Stamm II 
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führen zu einer Konformationsänderung im aktiven Zentrum des Ribozyms vom 

präkatalytischen Zustand F0 hin zum katalytisch aktiven Zustand F1. 

Zusammenfassend lässt sich sagen, dass das Hammerhead Ribozym ein nützliches Modell 

für die Untersuchung sowohl sekundärer als auch tertiärer Wechselwirkungen von 

Nukleinsäuren darstellt. Neben kanonischen Formen des Hammerhead Ribozyms, kann auch 

der Einfluss neuartiger kovalenter RNA-Aminosäurekonjugate als strukturbildendes Merkmal 

anhand eines chimären Hammerhead Ribozyms untersucht werden (siehe Kapitel 

1.4).[252][255][256] Besonders im Szenario einer RNA-Peptid-Welt ist es nicht nur von Interesse 

eine mögliche RNA-basierte Peptidsynthese zu rekonstruieren, sondern auch mögliche 

Einflüsse von Aminosäuren auf die katalytische Aktivität von Ribozymen 

nachzuvollziehen.[145][206][207]  
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2. Zielsetzung 

 

RNA-Modifikationen sind ein weit verbreiteter Bestandteil in tRNAs und rRNAs. Sie werden 

über enzymatische Prozesse post-transkriptionell eingefügt, wobei sie der korrekten 

Ausprägung von Sekundärstrukturen dienen und eine wichtige Rolle in Codon-Anticodon-

Wechselwirkungen spielen. Wann ursprünglich solche Modifikationen auftraten und ob diese 

bereits in einem frühen Stadium der chemischen Evolution existierten verbleibt eine offene 

Frage in der Forschung zur Entstehung des Lebens. In der tRNA befindet sich die Aminosäure, 

aus der die Peptidkette wächst an der am 3′-Ende der Ribose und ist dort kovalent in Form 

eines Esters gebunden. Entsprechend befassen sich zahlreiche Studien zum Ursprung der 

Translation mit RNA-Aminosäure-Konjugaten, die diese Ester-Verknüpfung nachstellen. Diese 

Verknüpfungen erweisen sich jedoch als hydrolytisch instabil, besonders in Umgebungen, die 

stark von physiologischen Bedingungen abweichen. Daraus resultiert eine geringere 

Halbwertszeit in wässriger Lösung, was RNA-Aminosäure-Konjugate, wie sie in der 

Translation Verwendung finden, zu einem frühen Zeitpunkt der Evolution als unwahrscheinlich 

erscheinen lässt. Jedoch ist das 3′-Ende nicht die einzige Position in der tRNA, die mit 

Aminosäuren modifiziert sein kann. Ebenso befinden sich in manchen tRNAs in der Nähe der 

Anticodonschleife nicht-kanonische Nukleotide, die Aminosäuren über eine Harnstoffbrücke 

an der Nukleobase tragen können.  

Das Ziel dieser Arbeit war es den Einfluss nicht-kanonischer Nukleotide, in denen 

Aminosäuren kovalent mit der Nukleobase verknüpft sind, in einer möglichen RNA-Peptid-Welt 

zu untersuchen. Hierzu sollten präbiotisch plausible Syntheserouten entwickelt werden durch 

welche sowohl Aminosäure-modifizierte N-Carbamoyl-Nukleoside als auch -Nukleotide 

erhalten werden können. Neben der präbiotischen Synthese, sollte auch eine chemische 

Synthese durchgeführt werden, die es ermöglicht über RNA-Phosphoramidit-Chemie kurze 

Oligomere dieser Modifikationen herstellen zu können. Diese Oligomere sollten dann genutzt 

werden, um eine alternative Form der RNA-basierten Peptidsynthese zu etablieren, in der 

Aminosäuren, im Gegensatz zu der in der Translation verwendeten Ester-Chemie, zwischen 

den Nukleobasen übertragen werden können. Damit sollte gezeigt werden, dass RNA-

Modifikationen, die in heutigen tRNAs gefunden werden können, die Eigenschaft besitzen eine 

primitive Form der Peptidsynthese mit hydrolytisch stabileren Konjugaten auszubilden. Neben 

der Synthese kurzer Peptide, war es ebenso ein Ziel den Einfluss der strukturgebenden 

Eigenschaften des Haarnadel-Motivs, in dem zwei RNA-Moleküle über eine Peptid-Bindung 

zwischen den Nukleobasen verbunden sind, zu untersuchen. 
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3. Veröffentlichte Arbeiten 
 

3.1 Aminosäure-modifizierte RNA-Basen als Bausteine einer RNA-

Peptid-Welt auf der frühen Erde 
 

“Amino Acid Modified RNA Bases as Building Blocks of Early Earth RNA-peptide world” 

Autoren 

Milda Nainytė, Felix Müller, Giacomo Ganazzoli, Chun-Yin Chan, Antony Crisp, Daniel 

Globisch, Thomas Carell* 

Chem. Eur. J., 2020, 26, 14856-14860. ‡  ‡ Für Supplementary Information siehe Anhang I 

DOI: https://doi.org/10.1002/chem.202002929 

Prolog 

Die RNA ist reich an post-transkriptionellen Modifikationen, von denen einige als molekulare 

Fossilien betrachtet werden können. Eine davon ist das hypermodifizierte Nukleosid t6A, eine 

N6-Carbamoyl-Modifikation von Adenosin, die sich an Position 37 einiger tRNAs befindet. Dort 

dient es der Anticodonerkennung und trägt zur korrekten Ausprägung der Sekundärstruktur 

der Anticodonschleife bei, ohne selbst eine Basenpaarung einzugehen. Neben der 

enzymatischen Synthese dieser Modifikation existieren auch präbiotische Synthesewege, 

über die die Modifikationen t6A und g6A erhalten werden können. Diese konnten jedoch nur in 

Form von Nukleosiden und nur in geringer Ausbeute erhalten werden. In der vorliegenden 

Studie wurden neue chemische Synthesewege zu Phosphoramidit-Derivaten des 

Aminosäure-modifizierten N-Carbamoyl-Adenosins entwickelt, um die Eigenschaften der 

Modifikationen in Oligonukleotiden analysieren zu können. Dabei wurde das Repertoire der an 

die N6-Position des Adenosins gebundenen Aminosäuren um unpolare, aromatische und 

ionisierbare Aminosäuren erweitert. Anschließend konnte gezeigt werden, dass die in 

Oligonukleotiden eingebauten modifizierten Nukleotide keine Basenpaarungen bilden, 

vergleichbar mit der Eigenschaft in heutiger tRNA. Die hierbei gewonnen Erkenntnisse dienen 

als wichtige Grundlage für die Aufklärung der Rolle Aminosäure-modifizierter Nukleotide in 

einer möglichen RNA-Peptid-Welt. 

Autorenbeitrag 

Es wurden die Verbindungen 28, 35, 42 und 49 hergestellt und charakterisiert. Zudem wurde 

das modifizierte Oligonukleotid ON2 hergestellt und der Einfluss des Aminosäure-modifizierten 

Adenosins auf die Schmelztemperatur eines RNA-Doppelstrangs untersucht. 



 

 

 

 

 

  



 

 

 

  



 

 

 

  



 

 

 

  



 

 

 

 



 Veröffentlichte Arbeiten 

 34 

3.2 Ein präbiotisch plausibles Szenario einer RNA-Peptid-Welt 
 

“A prebiotically plausible scenario of an RNA-peptide world” 

Autoren 

Felix Müller†, Luis Escobar†, Felix Xu, Ewa Węgrzyn, Milda Nainytė, Tynchtyk Amatov, Chun-

Yin Chan, Alexander Pichler, Thomas Carell* 

† Beitrag der Autoren zu gleichen Teilen. 

Nature, 2022, 605, 279-284. ‡  

‡ Für Supplementary Information siehe Anhang II 

DOI: https://doi.org/10.1038/s41586-022-04676-3 

Prolog 

Die RNA-Welt-Theorie besagt, dass RNA, die sowohl genetische Informationen speichern als 

auch Reaktionen katalysieren kann, am Anfang der chemischen Evolution stand. Diese 

Hypothese wird durch die wesentliche Rolle der RNA bei der Translation gestützt. Das 

Ribosom, dessen aktives Zentrum aus RNA besteht, katalysiert die Peptidyltransferreaktion, 

bei der die in der mRNA enthaltene Information in eine Peptid-Sequenz übersetzt wird, die an 

das 3‘-Ende der tRNA gebunden ist. Die Entstehung dieser komplexen Maschinerie ist eine 

der zentralen ungelösten Fragen zur Entstehung des Lebens. Es wird vermutet, dass statt 

einer reinen RNA-Welt eine Co-Evolution zwischen RNA und Peptiden stattgefunden hat. 

Dabei könnte zunächst eine zufällige Peptidsynthese stattgefunden haben, die zu einer 

Erweiterung der katalytischen Eigenschaften der RNA durch Peptide geführt haben könnte. In 

der vorliegenden Studie konnte gezeigt werden, dass RNA mit Hilfe von nicht-kanonischen 

Nukleotiden, die heute als konservierte Modifikationen in tRNAs wiedergefunden werden 

können, eine primitive Form der Peptidsynthese ausbilden kann, bei der die Aminosäuren 

kovalent an die Nukleobasen gebunden sind. 

 

Autorenbeitrag 

(Siehe Publikation) 
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3.3 Beladung von RNA mit Aminosäuren in einer putativen RNA-

Peptid-Welt 
 

“Loading of Amino Acids onto RNA in a Putative RNA-Peptide World” 

Autoren 

Johannes N. Singer†, Felix M. Müller†, Ewa Węgrzyn, Christina Hölzl, Hans Hurmiz, Chuyi Liu, 

Luis Escobar* und Thomas Carell* 

† Beitrag der Autoren zu gleichen Teilen. 

Angew. Chem. Int. Ed., 2023, 62, e202302360. ‡  

‡ Für Supplementary Information siehe Anhang III 

Prolog 

RNA besitzt die Eigenschaft, sowohl Informationen zu speichern als auch Reaktionen 

katalysieren zu können. Dieser Dualismus rückt die RNA in den Mittelpunkt der Theorien über 

die Entstehung des Lebens. Es bleibt jedoch unklar, ob die Proto-RNA nur aus den vier 

kanonischen Basen bestand oder ob es eine größere chemische Vielfalt gab. In den heutigen 

Lebensformen wurde eine Vielfalt an Modifikationen der RNA nachgewiesen und auch in 

präbiotischen Synthesen wurden weitaus vielseitigere Verbindungen als die vier kanonischen 

Nukleotide A, U, C, und G erhalten. In dieser Arbeit wurde gezeigt, dass Nukleoside und RNA 

unter präbiotischen Bedingungen als erster Schritt einer RNA-basierten Peptidsynthese an 

ihren exozyklischen Aminen mit Aminosäuren beladen werden können. Dabei wurden N-

Methylcarbamoyl-Nukleotide in der Gegenwart von Nitriten unter sauren Bedingungen in die 

entsprechenden N-Isocyanate umgewandelt, die mit ungeschützten Aminosäuren weiter 

reagieren konnten. Interessanterweise zeigte sich, dass die Eigenschaft Aminosäuren in Form 

von N-Carbamoyl Nukleosiden zu tragen nicht allein auf Adenosin beschränkt ist, sondern 

auch Guanosin (g2G) und Cytidin (g4C) mit Aminosäuren dekoriert werden können. 

Aminosäure-modifizierte Nukleotide könnten somit eine präbiotisch plausible Modifikation der 

RNA gewesen sein, die eine Co-Evolution von RNA und Peptiden ermöglichte. 

Autorenbeitrag 

Es wurden die Synthese für die Verbindungen 3-6 entwickelt und die Synthesen von 1h, 4, 

sowie der Oligonukleotide ON3 und ON4 durchgeführt. Ebenso wurden die präbiotischen 

Reaktionsbedingungen für die Herstellung der Aminosäure-modifizierten Oligonukleotide 

ON1a-h untersucht. Ebenso wurde die konsekutive Abfolge der Beladungs-, Kopplungs- und 

Spaltungsreaktionen, die in einem One-Pot-Experiment resultierten, etabliert.



 

 

 

  



 

 

  



 

 

  



 

 

  



 

 

  



 

 

  



 

 

  



 

 

  



 Unveröffentlichte Ergebnisse 

53 

4. Unveröffentlichte Ergebnisse 
 

Nicht-kanonische RNA-Modifikationen sind ein weit verbreiteter Bestandteil von tRNAs und 

rRNAs.[186] Sie werden über enzymatische Prozesse post-transkriptionell eingefügt, dienen der 

korrekten Ausprägung von Sekundärstrukturen und spielen eine wichtige Rolle bei Codon-

Anticodon-Wechselwirkungen. Es wird vermutet, dass eine nicht-codierte Peptidsynthese der 

Translation vorausging und die Co-Existenz von RNA und Peptiden einen evolutionären Vorteil 

generiert haben könnte.[128][207][212] Studien zur in vitro Evolution aktiver Ribozyme beziehen 

sich aufgrund biochemischer Limitationen hauptsächlich auf kanonische Nukleotide. Die 

Substitution bestimmter Nukleotide in bekannten Ribozymen bietet jedoch die Möglichkeit, den 

Einfluss modifizierter Nukleotide zu untersuchen. In den hier beschriebenen publizierten 

Arbeiten konnte gezeigt werden, dass Aminosäure-modifizierte Nukleotide unter präbiotisch 

plausiblen Bedingungen hergestellt werden können und anschließend eine RNA-basierte 

Peptidsynthese stattfinden kann, bei der die Aminosäure zwischen den Nukleobasen zweier 

komplementärer RNA-Stränge übertragen wird. Dieser Prozess erfolgt in zwei Schritten. 

Zunächst wird die Carbonsäure aktiviert, wodurch sie mit einem Amin zu einem Amid reagiert 

und anschließend kann die Harnstoffbindung gespalten werden (siehe Kapitel 3.2 und 3.3). 

Im ersten Schritt entsteht ein Zwischenprodukt, in dem zwei RNA-Stränge über eine 

Peptidbrücke zwischen den Nukleobasen verknüpft sind. Interessanterweise erhöht sich durch 

diese Verknüpfung die Schmelztemperatur des RNA-Duplex und führt damit zu einer höheren 

Stabilität, analog zu einem Haarnadel-Motiv, bei dem ein RNA-Strang selbstkomplementär ist. 

Es ist daher denkbar, dass Aminosäure-modifizierte RNA nicht nur der Ursprung einer 

Peptidsynthese gewesen sein könnte, sondern auch ein Motor der Evolution durch 

strukturgebende Eigenschaften gewesen sein könnte. Ziel dieser unveröffentlichten Studien 

war es, neben der Verknüpfung über Aminosäure-modifiziertes N6-Carbamoyladenosin auch 

die Verknüpfung zweier Oligonukleotide über N4-Carbamoylcytidin- und N2-

Carbamoylguanosin-Derivate zu zeigen und anschließend den Einfluss des Haarnadel-Motivs 

auf die katalytische Aktivität anhand des Hammerhead Ribozyms zu untersuchen. 

 

4.1 Nicht-kanonische Nukleobasenmodfikationen als Haarnadelmotiv 
 

4.1.1 Ergebnisse und Diskussion 
 

Zuvor konnte gezeigt werden, dass neben Aminosäure-modifiziertem N6-Carbamoyladenosin 

(g6A) auch die Derivate von N4-Carbamoylcytidin (g4C) und N2-Carbamoylguanosin (g2G) unter 

präbiotischen Bedingungen entstehen können. Die Beladung mit Glycin war sowohl auf die 
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Nukleoside als auch auf das auch auf Oligonukleotide in Ausbeuten von 5-35% möglich. Um 

die Ausbildung eines Haarnadel-Motivs der jeweiligen Modifikationen zu untersuchen, wurden 

die Oligonukleotide ON1-ON3 mit den entsprechenden Nukleoside g6A, g4C und g2G am 5′-

Ende synthetisiert. Dazu wurden verschiedene synthetische Ansätze gewählt. Zum einen 

können die modifizierten Oligonukleotide über Phosphoramidit-Chemie oder alternativ über die 

präbiotische Beladung von RNA mit Aminosäuren ausgehend von den N-Methylcarbamoyl-

Nukleotiden erhalten werden. Zuvor wurde berichtet, dass nitrosierende Bedingungen zu einer 

Desaminierung von Guanosin hin zu Xanthosin führen, wodurch die Eigenschaft eine 

Basenpaarung mit Cytosin ausbilden zu können, verloren geht. Aus diesem Grund wurde für 

diese Untersuchungen eine 8-mer-Sequenz gewählt, die aus A, C, U und dem entsprechenden 

N-Carbamoyl-Nukleotid auf der Seite des Donorstrangs besteht. ON1 wurde durch 

Inkorporation des g6A-Phoshoramidit mittels Festphasen-RNA-Synthese erhalten. Aufgrund 

der vergleichsweisen hohen Ausbeute von bis zu 35% bei der Beladung von N2-

Methylcarbamoylguanosin wurde das entsprechende mit N2-Glycinylcarbamoylguanosin 

modifizierte ON2 ausgehend von ON4 unter nitrosierenden Bedingungen und anschließender 

Kopplung mit Glycin erhalten (Abbildung 11).  

 

 

Abbildung 11: Reaktionsschema der Beladungsreaktion des modifizierten Oligonukleotids ON4 mit Glycin zu ON2 

und das dazugehörige HPLC-Chromatogramm und Maldi-TOF Spektrum.  

ON4 wurde mit 500 Äquivalenten. NaNO2 in einer 5%igen wässrigen H3PO4-Lösung bei -20°C 

umgesetzt. Anschließend wurde ein Überschuss an Glycin zugegeben und der pH-Wert auf 

9.5 eingestellt. Durch Zugabe von Guanidiniumchlorid (GdmCl) zur Nitrosierungsreaktion 

konnte die Ausbeute der Reaktion auf ca. 52% gesteigert werden. Dies kann auf die 

Stabilisierung des Phosphatrückgrads durch die Bildung von Salzbrücken mit dem nitrosierten 

Gdm-Kation[278][279][280] oder auf die Vermeidung von Desaminierungsprodukten, die zuvor die 

Aufreinigung erschwerten, zurückzuführen sein. Das mittels HPLC isolierte und über MALDI-
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TOF-Massenspektrometrie identifizierte Produkt ON2 wurde in den folgenden 

Untersuchungen zur Ausbildung eines Haarnadelmotivs verwendet. 

Für die Synthese von ON3, das N4-Carbamoylcytidin als Modifikation enthält, wurde von der 

präbiotischen Synthese über Nitrosierung abgesehen, da zuvor gezeigt werden konnte, dass 

die Beladung des Oligonukleotids mit Glycin in geringen Ausbeuten von 5% erfolgt. 

Stattdessen wurde für das g4C-Phosphoramidit 6 ein neuer Syntheseweg analog zum g6A-

Phosphoramidit entwickelt (Schema 9). 

 

Schema 9. Syntheseroute zum g4C-Phosphoramidit 6 ausgehend von kommerziell erhältlichem Cytidin 1. 

Ausgehend vom kommerziell erhältlichen Cytidin 1 wurde das silyl-geschützte Cytidin 2 in zwei 

Schritten durch Reaktion des 1,3-Diols an der 3′- und 5′-Position mit Di-tert-butylsilyl-

bis(trifluoromethansulfonat) und anschließender Umsetzung mit tert-Butyldimethylsilylchlorid 

erhalten.[281] Als nächstes wurde das geschützte Nukleosid 2 mit 1-N-Methyl-3-

phenoxycarbonyl-imidazoliumchlorid[282] 7 umgesetzt, gefolgt von der Reaktion mit npe-

geschütztem Glycin,[283] wodurch das Aminosäurekonjugat 3 in einer Ausbeute von 68% 

erhalten wurde. Die selektive Abspaltung der zyklischen Schutzgruppe an der 3′-5′-Position 

mit HF-Pyridin bei 0 °C und anschließender Schützung der 5′-Hydroxygruppe mit DMTrCl 

ergab das Nukleosid 5. Das finale Phosphoramidit 6 konnte so in 4 Schritten in 27% Ausbeute 

erhalten werden. Dieses wurde darauf mittels RNA-Festphasen-Synthese erfolgreich in ON3 

eingebaut. 
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Die synthetisierten Aminosäure-modifizierten N-Carbamoylnukleotide ON1-3 wurden auf ihre 

Eigenschaft untersucht, mit einem komplementären Oligonukleotid Amide zu bilden und somit 

zwei RNA-Fragmente miteinander zu verknüpfen. Als Reaktionspartner wurde dazu das 11-

mere Oligonukleotid ON5 synthetisiert, das am 3′-Ende ein nm5U-Nukleotid enthält. In drei 

separaten Ansätzen wurde jeweils ein Oligonukleotid ON1-3 mit dem Akzeptorstrang ON5 

hybridisiert und nach Zugabe eines Kopplungsreagenzes (DMTMM) die Bildung der 

verknüpften RNA-Fragmente ON1′-ON3′ beobachtet (Schema 10 und Kapitel 5.3).  

 

Schema 10. Hybridisierung und Amidkopplung der Aminosäure-modifizierten N-Carbamoylnukleotide ON1-3 mit 

dem komplementären Oligonukleotid ON5.  

Die Oligonukleotide ON1-3 und ON5 wurden in äquimolaren Mengen in einer Lösung aus 100 

mM 2-(N-Morpholino)ethansulfonat (MES) Puffer pH 6 und 100 mM NaCl gelöst. Durch 

Zugabe von DMTMM wurden die hybridisierten RNA-Doppelstränge in die kovalent 

verbundenen Oligonukleotide ON1′-ON3′ umgewandelt. Dabei wurde beobachtet, dass die 

verschiedenen Modifikationen, g6A, g4C und g2G, einen Einfluss auf die Effizienz der Reaktion 

nach 20 h haben. Die Kopplungen von ON1 bzw. ON3 und ON5 ergaben vergleichbare 

Ausbeuten von 29-37%, wohingegen die Kopplung von ON2 und ON5 eine geringere 

Ausbeute von 12% zeigte. Ein Grund dafür könnte die Position der Verknüpfung zwischen der 

Aminosäure und der Nukleobase über die Harnstoffbrücke sein. Bei g6A und g4C besteht eine 

intramolekulare Wasserstoffbrückenbindung zwischen der NH-Gruppe der Aminosäure und 
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der N1-Position des Purins bzw. der N3-Position des Pyrimidins. Bei g2G hingegen existieren 

zwei Konformationen zwischen denen die Harnstoffbrücke rotieren kann. In der geschlossenen 

Konformation besteht eine Wasserstoffbrückenbindung zwischen dem Carbonyl-Sauerstoff 

der Harnstoffeinheit und dem N1-Proton der Nukleobase. In der offenen Konformation 

hingegen interagiert die NH-Gruppe der Aminosäure mit der N3-Position der Nukleobase, 

wodurch interessanterweise eine Watson-Crick-Basenpaarung mit einem komplementären C 

gebildet werden kann.[284] Jedoch resultieren daraus vermutlich geringere Ausbeuten in der 

Kopplungsreaktion mit einem hybridisierten nm5U-Oligonukleotid. 

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass neben der in tRNAs gefundenen Modifikation 

g6A, auch die Derivate g4C und g2G die Eigenschaft besitzen, RNA-Fragmente kovalent 

miteinander zu verknüpfen. Auch wenn die N-Carbamoylderivate von Cytidin und Guanosin 

bisher nicht in der Natur gefunden wurden,[285] können sie unter den gleichen präbiotisch 

plausiblen Bedingungen wie für die Synthese von N-Carbamoyladenosin erhalten werden und 

könnten somit mögliche strukturgebende Merkmale einer frühen RNA-Peptid-Welt gewesen 

sein. Neben der Verknüpfung zweier RNA-Fragmente könnten die Modifikationen g4C und g2G 

analog zu den Studien mit g6A (siehe Kapitel 3.2) in einer RNA-basierten Peptidsynthese als 

Aminosäure-Donor fungieren. Hierzu kann in künftigen Studien die Spaltung der 

Harnstoffbindung und somit der Transfer der Aminosäure auf das entsprechende Akzeptor-

Oligonukleotid untersucht werden. 

 

4.2 Der Einfluss modifizierter RNA auf die Ribozymaktivität 
 

4.2.1 Ergebnisse und Diskussion 
 

Wie zuvor dargestellt, können nicht-kanonische Nukleotide dazu beitragen, dass sich RNA-

Fragmente über eine Amidbindung kovalent zu größeren Strukturen zusammenfügen können. 

Das bei der Peptidkopplung entstehende Haarnadel-Motiv führt zum einen zu einer höheren 

Schmelztemperatur des RNA-Duplex (siehe Kapitel 3.2) und zum anderen können chimäre 

Aminosäure-RNA-Konjugate erhalten werden, wodurch das Repertoire an funktionellen 

Gruppen erweitert wird. Um den Einfluss dieser chimären Moleküle auf einen möglichen 

evolutionären Vorteil, der sich als gesteigerte katalytische Aktivität ausprägen kann, 

untersuchen zu können, bedarf es eines geeigneten Modell-Systems. Zuvor konnte von 

Szostak und Mitarbeitern gezeigt werden, dass sich chimäre Ribozyme aus RNA-Fragmenten 

zusammensetzen können, die über Aminosäuren in Form von Phosphoramidaten mit dem 5′-

Phosphat und als Ester mit der 3′-Hydroxygruppe der Ribose verbunden sind (siehe Kapitel 

1.4).[252]  
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In diesem Abschnitt wurde der Einfluss des Haarnadel-Motivs auf die katalytische Aktivität 

untersucht. Als Modellsystem wurde in analoger Weise zu den Studien von Szostak und 

Mitarbeitern ein I/III-Hammerhead Ribozym ausgewählt, das einen Substrat-Strang in einer 

Transesterifizierung am Nukleotid C17 spaltet.[252] Zunächst wurde die Spaltung des Substrats 

ON7 durch ein kanonisches Ribozym ON6 untersucht, das im Stamm-II eine Haarnadel-

Struktur aufweist. Die beiden Oligonukleotide wurden im Verhältnis 1:100 ON6/ON7 in einer 

wässrigen Lösung, bestehend aus 100 mM NaCl, 5 mM MgCl2 und 50 mM Phosphatpuffer 

pH 8, bei 25 °C inkubiert. Das Reaktionsgemisch wurde mittels analytischer HPLC analysiert 

und die Spaltung von ON7 über eine Kalibriergerade quantifiziert (siehe Kapitel 5.2). Nach 

einer Reaktionszeit von 2 h wurde eine Spaltung von 81% in die beiden Produkte ON7′ und 

ON7′′ beobachtet (Abbildung 12a). Wurde die Reaktion in Abwesenheit von Mg2+ 

durchgeführt, konnte keine Spaltung beobachtet werden. Dies bestätigt frühere Studien, in 

denen festgestellt wurde, dass zweiwertige Kationen, wie z.B. Mg2+ oder Mn2+ für die 

Ausprägung der aktiven Konformation des Hammerhead Ribozyms benötigt werden.[274] 

Neben dem Einfluss der Mg2+-Konzentration konnte auch gezeigt werden, dass die 

Sekundärstruktur entscheidend für die katalytische Aktivität ist. Sobald das Haarnadel-Motiv 

des Ribozyms durch zwei nur um 4 Basenpaarungen komplementäre Sequenzen ON8 und 

ON9 ersetzt wurde, konnte nach 2 h Reaktionszeit kein messbarer Umsatz beobachtet werden 

(Abbildung 12b). Dies ist auf die geringere Schmelztemperatur des Duplex zwischen ON8 

und ON9 im Vergleich zum Haarnadel-Motiv in ON6 zurückzuführen. 

 

Abbildung 12. a) Spaltungsreaktion des Substrats ON7 (rot) in die Fragmente ON7′ und ON7′′ durch das I/III-

Hammerhead Ribozym ON6 (schwarz). b) Kontrollreaktion mit den Ribozym-Fragmenten ON8 und ON9. 

Reaktionsbedingungen: 50 μM Substrat ON7; 0.5 μM Ribozym ON6 bzw. Ribozym-Fragmente ON8 und ON9; 

5 mM MgCl2; 100 mM NaCl; 50 mM Phosphatpuffer pH8; 25 °C; 2 h. 
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Ausgehend von diesen Beobachtungen wurde ein Hammerhead Ribozym entworfen, in dem 

die vier Nukleotide G, A, A und A im Stamm-II des kanonischen Ribozyms ON6 durch die 

Aminosäure-modifizierten Nukleoside g6A und nm5U ersetzt sind, die dann einer 

Amidkopplung unterzogen werden können. Die entsprechenden Oligonukleotide ON10 und 

ON11 wurden mittels Festphasen-RNA-Synthese hergestellt. Das 17-mere ON10 enthielt das 

Nukleosid nm5U am 3′-Ende und das 13-mere ON11 wurde mit dem Nukleosid g6A am 5′-Ende 

modifiziert. Beide Oligonukleotide wurden in äquimolaren Mengen in einer Lösung aus 

100 mM MES-Puffer pH 6 und 100 mM NaCl gemäß den zuvor beschriebenen 

Reaktionsbedingungen gelöst. Durch Zugabe von DMTMM und einer Inkubation für 20 h bei 

25 °C wurde das kovalent verbundenen Oligonukleotid ON12 in einer Ausbeute von ~3% 

erhalten. Die niedrige Ausbeute ist auf die geringe Anzahl von Basenpaarungen zwischen den 

Oligonukleotiden zurückzuführen. Durch Anpassung der Reaktionsbedingungen, um die 

Hybridisierung von ON10 und ON11 zu fördern, konnte die Ausbeute auf 20% gesteigert 

werden. Die NaCl-Konzentration wurde auf 1000 mM erhöht und die Reaktionstemperatur auf 

15 °C gesenkt. Das modifizierte Ribozym wurde mittels HPLC isoliert und über MALDI-TOF-

Massenspektrometrie charakterisiert (Abbildung 13). 

 

 

Abbildung 13: Kopplungsreaktion zwischen den nm5U- und g6A-modifizierten Fragmenten ON10 und ON11 um 

das vollständige Ribozym ON12 zu erzeugen. HPLC-Chromatogramm und MALDI-TOF-Spektrum des isolierten 

Ribozyms ON12. Das Ribozym ON12 ist in violett hervorgehoben und das Chromatogramm der isolierten Fraktion 

als Einschub dargestellt. 

Anschließend wurde in einer Kontrollreaktion, analog zu den Experimenten mit den 

unmodifizierten Oligonukleotiden die Spaltung des Substrats ON7 untersucht. Bei den nicht 

gekoppelten Strängen ON10 und ON11 wurde keine messbare Spaltung von ON7 beobachtet, 
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wohingegen das gekoppelte Ribozym ON12 das Substrat nach 2 h zu 51% zu den Produkten 

ON7′ und ON7′′ umsetzte (Abbildung 14). Die geringere katalytische Aktivität des chimären 

Ribozyms ON12 im Vergleich zum unmodifizierten Ribozym ON6 ist vermutlich auf die 

unterschiedliche Anzahl von Nukleotiden im Haarnadel-Motiv zurückzuführen. Bei ON6 sind 

es die vier Nukleotide G, A, A und A, während es bei ON12 nur die zwei Nukleotide nm5U und 

g6A sind. Um eine bessere Vergleichbarkeit zu erreichen, ist es notwendig weitere Studien 

durchzuführen, ob eine Amidkopplung auch möglich ist, wenn sich neben nm5U und g6A zwei 

weitere Nukleotide befinden, wie z.B. A und G, die keine Watson-Crick-Basenpaarung bilden. 

Auf diese Weise könnte eine größere strukturelle Ähnlichkeit mit dem aus vier Nukleotiden 

bestehenden Haarnadel-Motiv erreicht werden. 

 

Abbildung 14. a) Kontrollreaktion mit den nm5U- und g6A-modifizierten Ribozym-Fragmenten ON10 und ON11. b) 

Spaltungsreaktion des Substrats ON7 (rot) in die Fragmente ON7′ und ON7′′ durch das Aminosäure-modifizierte 

I/III-Hammerhead Ribozym ON12 (schwarz). Reaktionsbedingungen: 50 μM Substrat ON7; 0.5 μM Ribozym ON12 

bzw. Ribozym-Fragmente ON10 und ON11; 5 mM MgCl2; 100 mM NaCl; 50 mM Phosphatpuffer pH8; 25 °C; 2 h. 

Zusammenfassend konnte in diesen ersten Untersuchungen gezeigt werden, dass nicht-

kanonische Nukleotide, die zwei RNA-Stränge über eine Amidbindung zwischen den 

Nukleobasen verknüpfen, die katalytische Aktivität eines Ribozyms im Vergleich zu den nicht 

verknüpften Einzelsträngen erhöhen können. Die Verknüpfung über ein Amid führt zu einem 

Haarnadel-Motiv, das eine analoge Sekundärstruktur zu einem natürlich vorkommenden 

Haarnadel-Motiv ausbilden kann. Neben der Bestimmung der Schmelztemperaturen der 

Ribozyme ist für zukünftige Untersuchungen auch die Bestimmung der Reaktionsraten oder 
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die Strukturaufklärung mittels Röntgendiffraktometrie von Interesse, um einen genaueren 

Vergleich zwischen dem unmodifizierten und dem mit Aminosäuren modifizierten Ribozym zu 

ermöglichen. Darüber hinaus kann neben Glycin auch der Einfluss unpolarer, aromatischer 

oder ionisierbarer Aminosäuren von Interesse sein. Insbesondere dann, wenn sich die 

Aminosäuren in der Nähe des aktiven Zentrums des Ribozyms befinden. In den hier 

beschriebenen Untersuchungen befand sich die Aminosäure jedoch außerhalb des aktiven 

Zentrums und diente dort ausschließlich als kovalentes Bindeglied. Um eine direkte 

Beteiligung von Aminosäure-modifizierten Nukleotiden an der Säure-Base-Katalyse der 

Spaltung der Phosphordiesterbindung zu untersuchen, ist es notwendig, die modifizierten 

Nukleotide in der Nähe des aktiven Zentrums einzubauen. Dort könnten sie die Funktion von 

monovalenten Ionen wie z.B. Na+ ersetzen[270] oder direkt als Säure und Base wirken. Das 

Hammerhead Ribozym als Modellsystem bietet auch die Möglichkeit tertiäre 

Wechselwirkungen zwischen Stamm-I und Stamm-II zu untersuchen.[268][276][277] In diesem Fall 

tragen diese Wechselwirkungen zur Konformationsänderung vom präkatalytischen Zustand 

zum katalytisch aktiven Zustand bei. Die kovalente Verknüpfung des Stamm I und Stamm II 

über nicht-kanonische Nukleotide könnte zur Stabilisierung des Ribozyms in der katalytisch 

aktiven Konformation beitragen. Neben dem Hammerhead Ribozym können nicht-kanonische 

Nukleoside auch in anderen Ribozymen, z.B. aminoacylierenden Ribozymen oder Ligase 

Ribozymen, in Betrachtet gezogen werden.[252] Zusammenfassend zeigen die hier 

beschriebenen Ergebnisse, dass Nukleobasen-modifizierte Nukleotide als strukturgebende 

Motive ein Motor der Evolution gewesen sein könnten, der im präbiotischen Kontext einer 

RNA-Peptid-Welt berücksichtigt werden muss.  
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5. Experimenteller Teil 
 

Generelle Informationen zur Synthese der Phosphoramidite 

Die Reagenzien wurden von kommerziellen Anbietern bezogen und ohne weitere Aufreinigung 

verwendet, sofern nicht anders angegeben. Wasserfreie Lösungsmittel, die unter inerter 

Atmosphäre gelagert wurden, wurden ebenfalls gekauft. Alle Reaktionen, an denen luft- oder 

feuchtigkeitsempfindliche Reagenzien/Zwischenprodukte beteiligt waren, wurden unter inerter 

Atmosphäre mit getrockneten Glasgeräten durchgeführt. Routinemäßige 1H-NMR-, 13C{1H} 

NMR- und 31P{1H} NMR-Spektren wurden mit einem Bruker Ascend 400 Spektrometer (400 

MHz für 1H NMR, 100 MHz für 13C NMR und 162 MHz für 31P NMR) oder einem Bruker Ascend 

500 Spektrometer (500 MHz für 1H NMR, 125 MHz für 13C NMR und 202 MHz für 31P NMR) 

aufgenommen. Die verwendeten deuterierten Lösungsmittel sind in der Charakterisierung 

angegeben und die chemischen Verschiebungen (δ) sind in ppm angegeben. Die jeweiligen 

Lösungsmittelpeaks wurden als Referenz verwendet. Alle NMR-J-Werte sind in Hz 

angegeben. COSY-, HSQC- und HMBC-Experimente wurden durchgeführt, um die Zuordnung 

der 1H- und 13C-Signale zu erleichtern. Die NMR-Spektren wurden mit der Software 

MestReNova, Version 10.0, ausgewertet. Hochauflösende Massenspektren (HRMS) wurden 

mit einem Thermo Finnigan LTQ-FT mit ESI als Ionisierungsmodus gemessen. IR-Spektren 

wurden mit einem Perkin-Elmer Spectrum BX II FT-IR-Gerät oder einem Shimadzu IRSpirit 

FT-IR-Gerät aufgenommen. Beide sind mit einem ATR-Zubehör ausgestattet. Für die 

Säulenchromatographie wurde Kieselgel mit einer Teilchengröße von 40-63 μm verwendet. 

Der Reaktionsfortschritt wurde durch Dünnschichtchromatographie (TLC) auf Kieselgel 60 

F254 überwacht und mit p-Anisaldehyd angefärbt. 

Generelle Informationen zur Synthese der Oligonukleotide 

Die Phosphoramidite der kanonischen Ribonukleoside (Bz-A-CE, Dmf-G-CE, Ac-C-CE und U-

CE) wurden von LinkTech und Sigma-Aldrich bezogen. Oligonukleotide (ON) wurden im 

1 μmol-Maßstab unter Verwendung von RNA SynBaseTM CPG 1000/110 und High Load Glen 

UnySupportTM als Festphase mit einem automatischen RNA-Synthesizer (Applied Biosystems 

394 DNA/RNA Synthesizer) durch Standard-Phosphoramidit-Chemie synthetisiert. ONs 

wurden im DMT-OFF-Modus unter Verwendung von Dichloressigsäure (DCA) als 

Entschützungsreagenz in Dichloromethan, BTT oder Activator 42® als Aktivator in MeCN, 

Ac2O als Capping-Reagenz in Pyridin/THF und I2 als Oxidationsmittel in Pyridin/H2O 

synthetisiert. 
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Entschützung von p-Nitrophenylethyl- (npe) und (Trimethylsilyl)ethoxycarbonyloxy- 

(teoc)-Gruppen 

Für die Entschützung der p-Nitrophenylethyl (npe)-Gruppe in ONs, die Aminosäure-

modifizierte Carbamoyl-Adenosin-Nukleoside enthalten, wurden das Festphasenmaterial in 

einer 9:1 THF/DBU-Lösungsmischung (1 mL) suspendiert und 2 h bei r.t. inkubiert. Danach 

wurde der Überstand entfernt und die Festphase mit THF (3×1 mL) gewaschen.  

Für die Entschützung der 2-(Trimethylsilyl)ethoxycarbonyl (teoc)-Gruppe in ONs, die 5-

Methylaminomethyl-Uridin-Nukleoside enthalten, wurde die Festphase in einer gesättigten 

Lösung von ZnBr2 in 1:1 MeNO2/IPA (1 mL) suspendiert und über Nacht bei r.t. inkubiert. 

Danach wurde der Überstand entfernt, und die Festphase wurde mit 0.1 M EDTA in Wasser 

(1 mL) und Wasser (1 mL) gewaschen. 

Abspaltung von der Festphase, Abspaltung der TBS-Gruppen und Ausfällung der 

synthetisierten ON 

Die Festphase wurde in einer wässrigen 1:1 Mischung (0.6 mL) aus 30% NH4OH und 40% 

MeNH2 suspendiert. Die Suspension wurde bei 65 ºC erhitzt (10 min für SynBaseTM CPG 

1000/110 und 60 min für High Load Glen UnySupportTM). Anschließend wurde der Überstand 

gesammelt, und die Festphase wurde mit Wasser (2×0.3 ml) gewaschen. Die vereinigten 

wässrigen Lösungen wurden unter vermindertem Druck mit einem SpeedVac-Konzentrator 

konzentriert. Anschließend wurde das Rohprodukt in DMSO (100 μl) gelöst und 

Triethylamintrihydrofluorid (125 μl) hinzugefügt. Die Lösung wurde 1.5 h lang bei 65 ºC erhitzt. 

Schließlich wurde das ON durch Zugabe von 3 M NaOAc in Wasser (25 μL) und n-Butanol 

(1 mL) ausgefällt. Die Mischung wurde 2 h lang bei -80 ºC aufbewahrt und 1 h lang bei 4 ºC 

zentrifugiert. Der Überstand wurde entfernt und der weiße Niederschlag gefriergetrocknet. 

Reinigung des synthetisierten ON mittels HPLC und Entsalzung  

Das Rohprodukt wurde mittels semipräparativer HPLC (1260 Infinity II Manual Preparative LC 

System von Agilent, ausgestattet mit einem G7114A Detektor) unter Verwendung einer 

Reverse-Phase (RP) VP 250/10 Nucleodur 100-5 C18ec Säule von Macherey-Nagel gereinigt 

(Puffer A: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in H2O und Puffer B: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 

H2O/MeCN; Gradient: 0-25% von B in 45 min; Flussrate = 5 mL/min). Das gereinigte ON wurde 

mittels RP-HPLC (1260 Infinity II LC System von Agilent, ausgestattet mit einem G7165A 

Detektor) unter Verwendung einer EC 250/4 Nucleodur 100-3 C18ec Säule von Macherey-

Nagel analysiert (Gradient: 0-30% von B in 45 min; Durchflussrate = 1 mL/min). Schließlich 

wurde das aufgereinigte ON mit einer C18 RP-Kartusche von Waters entsalzt. 
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Bestimmung der Konzentration und der Masse der synthetisierten ONs 

Die Absorption des synthetisierten ON in wässriger Lösung wurde mit einem IMPLEN 

NanoPhotometer® N60/N50 bei 260 nm gemessen. Der Extinktionskoeffizient des ONs wurde 

mit dem OligoAnalyzer Version 3.0 von Integrated DNA Technologies berechnet. Für ONs, die 

nicht-kanonische Basen enthalten, wurde angenommen, dass die Extinktionskoeffizienten 

identisch zu den kanonischen Basen sind. 

Das synthetisierte ON (2-3 μL) wurde über einen 0.025 μm VSWP-Filter (Millipore) entsalzt, in 

einer 3-Hydroxypicolinsäure-Matrix (HPA, 1 μL) kristallisiert und mittels MALDI-TOF-

Massenspektrometrie (negativer Modus) analysiert. 

5.1 Synthese des g4C Phosphoramidits 
 

 

Schema 11: Syntheseweg zum N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidine-Phosphoramidit 6. 

Die N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidin-Derivate 3-6 wurden in analoger Weise zu den N6-

Glycinyl(npe)carbamoyladenosin-Bausteinen in Kapitel 3.1 hergestellt. 
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Silyl-geschütztes N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidine 3 

 

Das silyl-geschützte Cytidinderivat 2 (2.00 g, 4.02 mmol, 1.00 Äq.) wurde in trockenem DCM 

(30 mL) unter N2-Atmosphäre gelöst. 1-N-Methyl-3-phenoxycarbonyl-imidazoliumchlorid 7 

(1.52 g, 8.04 mmol, 2.00 Äq.) wurde dem Reaktionsgemisch zugesetzt und die resultierende 

Suspension wurde bei r.t. über Nacht gerührt. Anschließend wurde H-Gly-Onpe-Hydrochlorid 

(2.09 g, 8.04 mmol, 2.00 Äq.) zusammen mit TEA (1.1 mL, 8.0 mmol, 2.0 Äq.) als Suspension 

in DCM (10 mL) zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde über Nacht bei Raumtemperatur 

gerührt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von gesättigter wässriger NaHCO3-Lösung 

beendet und die wässrige Phase mit DCM (3 x 50 mL) extrahiert. Die vereinigten organischen 

Phasen wurden über MgSO4 getrocknet. Das Lösemittel wurde in vacuo entfernt und das 

Rohprodukt mittels Säulenchromatographie (Silikagel, EtOAc/Hex, 0% → 50%) aufgereinigt 

und das Produkt 3 (2.05 g, 2.74 mmol, 68%) in Form eines weißen Schaums erhalten. 

 

Rf = 0.54 (1:1 i-Hexane/EtOAc) IR: �̃� = 3213 (w), 2932 (w), 2889 (w), 2857 (w), 1731 (m), 1719 

(m), 1638 (m), 1599 (w),1565 (m), 1516 (s), 1473 (m), 1427 (w), 1386 (w), 1371 (w), 1344 (s), 

1289 (w), 1246 (m), 1229 (m), 1204 (m), 1185 (m), 1162 (m), 1139 (m), 1124 (m), 1107 (m), 

1081 (m), 1052 (s), 1025 (m), 991 (m), 956 (w), 937 (w), 898 (w), 854 (m), 840 (s), 825 (s), 

783 (s), 750 (m), 720 (m), 686 (m) cm-1; 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ: 10.85 (br s, 1H), 9.76 

(br s, 1H), 8.08 (d, J = 8.7 Hz, 2H), 7.63 (d, J = 7.7 Hz, 1H), 7.55 (d, J = 7.7 Hz, 1H), 7.38 (d, 

J = 8.7 Hz, 2H), 5.67 (s, 1H), 4.56 (dd, J = 9.3, 5.1 Hz, 1H), 4.46 – 4.32 (m, 3H), 4.28 (td, J = 

10.2, 5.1 Hz, 1H), 4.03 (dd, J = 10.2, 9.3 Hz, 1H), 3.92 (t, J = 6.4 Hz, 2H), 3.82 (dd, J = 9.3, 

5.1 Hz, 1H), 3.05 (t, J = 6.4 Hz, 2H), 1.03 (s, 9H), 1.02 (s, 9H), 0.92 (s, 9H), 0.17 (s, 3H), 0.14 

(s, 3H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) δ: 170.0, 164.9, 156.3, 154.6, 146.8, 145.7, 141.7, 130.0, 

123.7, 97.4, 94.0, 75.7, 75.4, 74.9, 67.8, 64.5, 42.0, 34.9, 27.6, 27.4, 27.1, 26.0, 22.9, 20.4, 

19.9, 18.2, -4.2, -4.7; HRMS (ESI): berechnet für C34H54N5O10Si2: m/z = 748.3404 [M+H]+; 

gefunden: m/z = 748.3408. 
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3′-5′-entschütztes N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidine 4 

 

Das modifizierte Cytidin 3 (2.05 g, 2.74 mmol, 1.00 Äq.) wurde in Pyridin (3 mL) und DCM (15 

mL) in einem Reaktionsgefäß aus Kunststoff gelöst und die Lösung in einem Eisbad abgekühlt. 

Es wurde HF-Pyridin (0.36 mL, 14 mmol, 5.0 Äq.) tropfenweise zugegeben und das Gemisch 

für 2 h bei 0 °C gerührt. Die Reaktion wurde mit gesättigter wässriger NaHCO3-Lösung 

gequencht und mit DCM (3 x 25 mL) extrahiert. Die organischen Phasen wurden über Na2SO4 

getrocknet und das Lösemittel in vacuo entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels 

Säulenchromatographie (Silikagel, MeOH/DCM, 0%→10%) aufgereinigt und das Produkt 4 

(843 mg, 1.39 mmol, 51%) als farbloser Schaum erhalten. 

 

Rf = 0.32 (5:100 MeOH/DCM); 1H NMR (400 MHz, CDCl3) δ: 10.74 (br s, 1H), 9.64 (br s, 1H), 

8.11 - 8.05 (m, 3H), 7.57 (d, J = 7.6 Hz, 1H), 7.40 - 7.35 (m, 2H), 5.55 (d, J = 3.4 Hz, 1H), 4.61 

(dd, J = 5.6, 3.4 Hz, 1H), 4.38 (t, J = 6.4 Hz, 2H), 4.23 (dd, J = 6.5, 5.6 Hz, 1H), 4.13 - 4.08 (m, 

1H), 4.00 (s, 1H), 3.97 - 3.91 (m, 3H), 3.80 (dd, J = 12.3, 5.1 Hz, 1H), 3.38 (br s, 1H), 3.05 (t, 

J = 6.4 Hz, 2H), 2.58 (d, J = 6.5 Hz, 1H), 0.89 (s, 9H), 0.09 (s, 6H); 13C NMR (100 MHz, CDCl3) 

δ: 170.1, 165.1, 156.8, 154.5, 146.8, 145.8, 130.0, 123.8, 97.7, 94.5, 85.4, 74.6, 69.8, 64.5, 

61.3, 41.9, 34.9, 25.8, 18.1, -4.5, -5.2; HRMS (ESI): berechnet für C26H38N5O10Si: m/z = 

608.2382 [M+H]+; gefunden: m/z = 608.2383. 

5′-DMTr-geschütztes N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidine 5 

 

Das 3′-5′-entschützte Cytidin-Derivat 4 (843 mg, 1.39 mmol, 1.00 Äq.) wurde in Pyridin (5 mL) 

gelöst und DMTrCl (705 mg, 2.08 mmol, 1.50 Äq.) zugegeben. Die Lösung wurde über Nacht 

bei Raumtemperatur gerührt und anschließend wurden das Lösungsmittel unter reduziertem 

Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels Säulenchromatographie (Silikagel, EtOAc/Hex, 
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0% → 50%) unter Zusatz von 0.1% Pyridin zum Eluenten aufgereinigt, wobei das DMT-

geschützte Produkt 5 (1.06 g, 1.16 mmol, 84%) als farbloser Feststoff isoliert wurde. 

 

Rf = 0.51 (1:1 i-Hexane/EtOAc); IR: �̃�: 2926 (w), 2853 (w), 1712 (m), 1642 (s), 1607 (m), 1574 

(m), 1504 (s), 1463 (m), 1444 (w), 1385 (w), 1345 (m), 1249 (s), 1174 (m), 1116 (s), 1056 (s), 

1033 (m), 1004 (m), 964 (w), 914 (w), 828 (s), 812 (s), 788 (s), 747 (m), 718 (w), 702 (m), 676 

(w), 667 (w), 661 (w) cm-1; 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6) δ: 10.16 (br s, 1H), 8.19 (d, J = 7.4 

Hz, 1H), 8.16 - 8.09 (m, 2H), 7.59 - 7.52 (m, 2H), 7.42 - 7.37 (m, 2H), 7.36 - 7.31 (m, 2H), 7.29 

- 7.23 (m, 5H), 6.94 - 6.86 (m, 4H), 6.07 (br s, 1H), 5.70 (d, J = 1.6 Hz, 1H), 5.13 (d, J = 5.9 

Hz, 1H), 4.34 (t, J = 6.3 Hz, 2H), 4.19 - 4.12 (m, 2H), 4.05 (dt, J = 7.6, 3.1 Hz, 1H), 4.00 (d, J 

= 5.9 Hz, 2H), 3.74 (s, 6H), 3.35 – 3.30 (m, 2H) 3.06 (t, J = 6.3 Hz, 2H), 0.88 (s, 9H), 0.12 (s, 

3H), 0.08 (s, 3H); 13C NMR (100 MHz, DMSO-d6) δ: 169.8, 162.2, 158.2, 154.0, 144.5, 130.3, 

129.8, 128.0, 127.8, 126.9, 123.4, 113.3, 94.5, 90.9, 81.5, 76.3, 68.2, 64.3, 61.8, 55.1, 41.4, 

34.0, 25.8, 18.0, -4.7, -4.9; HRMS (ESI): berechnet für C47H56N5O12Si: m/z = 910.3689 [M+H]+; 

gefunden: m/z = 910.3683. 

N4-Glycinyl(npe)carbamoylcytidine-Phosphoramidit 6 

 

Die 5′-DMT-geschützte Verbindung 5 (500 mg, 549 μmol, 1.00 Äq.) wurde unter einer Argon-

Atmosphäre in trockenem DCM (3 mL) gelöst und auf 0 °C abgekühlt. Nach der Zugabe von 

DIPEA (383 μL, 2.20 mmol, 4.00 Äq.) wurde 2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchlorphosphoramidit 

(306 μL, 1.37 mmol, 2.50 Äq.) tropfenweise hinzugefügt. Das Reaktionsgemisch wurde für 2 h 

bei Raumtemperatur gerührt. Die Reaktion wurde durch die Zugabe von gesättigter wässriger 

NaHCO3-Lösung beendet und mit DCM (3 x 25 mL) extrahiert. Die organischen Phasen 

wurden über Na2SO4 getrocknet, filtriert und das Lösemittel unter reduziertem Druck entfernt. 

Der Rückstand wurde durch Säulenchromatographie (Silikagel, EtOAc/Hex, 0%→50%) unter 

Zusatz von 0.1 % Pyridin zum Eluent aufgereinigt. Das Phosphoramidit 6 (446 mg, 0.402 

mmol, 73%) wurde als Mischung beider Diastereoisomere in Form eines weißen Schaums 

erhalten. 

Rf = 0.50 (1:1 i-Hexane/EtOAc); 31P {1H} NMR (162 MHz, Acetone-d6) δ: 150.5, 148.1; HRMS 

(ESI): berechent für C56H71N7O13PSi: m/z = 1108.4622 [M−H]−; gefunden: m/z = 1108.4647. 
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5.2 Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide 
 

Charakterisierung der modifizierten Oligonukleotide ON1-5  

ON1: 5′-RAU CAC CU-3′; R = g6A 

ON2: 5′-RAU CAC CU-3′; R = g2G 

ON3: 5′-RAU CAC CU-3′; R = g4C 

ON4: 5′-RAU CAC CU-3′; R = murea2G 

ON5: 5′-UUA GGU GAU R-3′; R = nm5U 

Tabelle 1. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide ON1-5 für Studien der Ausbildung des 

Haarnadelmotivs mit Aminosäure-modifizierten Oligonukleotiden. 

Strang Nukleosid Aminosäure tR (min) m/z berechnet. für [M-H]- gefunden 

ON1 g6A Gly 18.3 2552.4 2552.3 

ON2 g2G Gly 17.7 2568.4 2569.3 

ON3 g4C Gly 16.8 2528.4 2528.5 

ON4 murea2G - 16.8 2524.4 2524.3 

ON5 nm5U - 17.5 3189.4 3190.5 

 

Charakterisierung der Oligonukleotide ON6-12 für den Einfluss von Modifikationen der 

Nukleobase auf die katalytische Aktivität des Hammerhead Ribozyms 

ON6: 5′-ACG CUC UGA UGA GGC AGA AAU GCC GAA ACU UC-3′ 

ON7: 5′-GAA GUC AGC GU-3′  

ON8: 5′-ACG CUC UGA UGA GCC AGA-3′  

ON9: 5′-AAU GCC GAA ACU UC-3′  

ON10: 5′-ACG CUC UGA UGA GGC AR-3′; R = nm5U 

ON11: 5′-RUG CCG AAA CUU C-3′; R = g6A 

ON12: 5′-ACG CUC UGA UGA GGC ARR′ UGC CGA AAC UUC-3′; R = nm5U; R′ = g6A 

 



 Experimenteller Teil 

69 

Tabelle 2. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide für die Studien eines modifizierten Hammerhead 

Ribozyms. 

Strang Eigenschaft tR (min) m/z berechnet. für [M-H]- gefunden 

ON6 I/III-Ribozym 19.7 10265.4 10269.6 

ON7 I/III-Substrat 18.0 3527.5 3527.1 

ON8 I/II-Stamm-Fragment 19.6 5791,8 5793.9 

ON9 II/III-Stamm-Fragment 19.1 4411.6 4412.0 

ON10 nm5U-Stamm-Fragment 18.9 5451.8 5453.6 

ON11 g6A-Stamm-Fragment 19.6 4182.6 4183.4 

ON12 Modifiziertes Ribozym 20.5 9617.4 9618.8 

 

Kalibriergerade des I/II-Substrats ON7 

Das kanonische Oligonukleotid ON7 wurde für die Erstellung einer HPLC-Kalibrierungskurve 

verwendet. Stammlösungen von ON7 wurden in Wasser (100 μM) hergestellt. Separate 

Standardlösungen mit 1.2, 1.0, 0.8, 0.6, 0.4, 0.2 und 0.1 nmol ON7 wurden in einem 

Endvolumen von 20 μL vorbereitet. Die Standardlösungen wurden in eine analytische HPLC 

injiziert, die mit einer C18-Säule und unter Verwendung der Puffer A und B injiziert (Puffer A: 

0.1M AcOH/Et3N pH 7 in H2O und Puffer B: 0.1M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 H2O/MeCN 

Gradient: 0-40% von B in 45 min; Flussrate = 1 mL/min). Die Absorption wurde bei 260 nm 

gemessen, und die Flächen der chromatographischen Peaks wurden durch Integration der 

Chromatogramme bestimmt. Die Aufzeichnung der chromatographischen Fläche (a.u.) gegen 

die Menge (nmol) folgte einer linearen Beziehung.  

 

Abbildung 15: a) Kalibriergerade des Substrats ON7 und b) die übereinandergelegten UV-Spuren bei 

verschiedenen Konzentrationen. 
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5.3 Präbiotische Reaktionsbedingungen zur Modifikation der RNA 
 

Durchführung der Beladungsreaktion von N2-Methylcarbamoylguanosin mit Glycin 

Schritt 1: Das Oligonukleotid ON4 (20 nmol, 1.0 Äq.) und NaNO2 (10 µmol, 500 Äq.) wurden 

in 5%iger wässriger H3PO4-Lösung (400 µL) mit 100 mM Guanidiniumchlorid (GdmCl) gelöst. 

Die Reaktion wurde 30 Minuten lang bei 0°C gerührt. Schritt 2: Danach wurde die Lösung für 

22 h bei -20°C im Gefrierschrank aufbewahrt. Schritt 3: Glycin (20 μmol, 1000 Äq.) in 30 mM 

Borat-gepufferter Lösung (1000 μL) wurde zu der aufgetauten Oligonukleotidlösung gegeben. 

Der pH-Wert wurde mit einer 4M wässrigen NaOH-Lösung (ca. 130 μL) auf ca. 9.5 eingestellt. 

Die Reaktion wurde 1 h gerührt und anschließend wurde die Reaktion mit 1M wässriger HCl-

Lösung (35 μL) gequencht. Die gesamte Reaktionsmischung wurde mit Wasser verdünnt (bis 

zu 5 mL) und mittels semi-präparativer HPLC aufgereinigt (Puffer A: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 

H2O und Puffer B: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 H2O/MeCN; Gradient: 0-30% von B in 30 

min; Durchflussrate = 5 mL/min).  

Peptidkopplungsreaktion zwischen den Aminosäure-modifizierten Oligonukleotiden 

ON1-3 und ON5 

Eine äquimolare Lösungsmischung von ON1-3 (50 μM) und ON5 (50 μM), die MES-Puffer pH 

6 (100 mM), NaCl (100 mM) enthielt, wurde auf 90°C für 2 Minuten erhitzt und anschließend 

über 20 Minuten auf r.t. heruntergekühlt. DMTMM-Cl (50 mM) wurde hinzugefügt und die 

Reaktionslösung wurde für 20 h bei 25 ºC inkubiert. Danach wurde ein Aliquot (20 μL) der 

Reaktionsmischung entnommen und mittels HPLC (Puffer A: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in H2O 

und Puffer B: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 H2O/MeCN; Gradient: 0-40% von B in 45 min; 

Flussrate = 1 mL/min; Injektionsvolumen = 20 μL) und MALDI-TOF-Massenspektrometrie 

analysiert. 
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Abbildung 16: HPLC-Chromatogramme der Kopplungsreaktionen von a) ON1, b) ON2 und c) ON3 mit ON5 und 

die entsprechenden MALDI-TOF Spektren der isolierten Produkte ON1′-ON3′. 

Peptidkopplungsreaktion zwischen den Ribozymfragmenten ON10 und ON11 

Eine äquimolare Lösungsmischung von ON10 (50 μM) und ON11 (50 μM), die MES-Puffer 

pH 6 (100 mM), NaCl (100 mM bzw. 1000mM) enthielt, wurde auf 90°C für 2 Minuten erhitzt 

und anschließend über 20 Minuten auf r.t. heruntergekühlt. DMTMM-Cl (50 mM) wurde 

hinzugefügt und die Reaktionslösung wurde 20 h lang bei 15 ºC inkubiert. Danach wurde ein 

Aliquot (20 μL) der Reaktionsmischung entnommen und mittels HPLC (Puffer A: 0.1 M 

AcOH/Et3N pH 7 in H2O und Puffer B: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 H2O/MeCN; Gradient: 

0-40% von B in 45 min; Flussrate = 1 mL/min; Injektionsvolumen = 20 μL) und MALDI-TOF-

Massenspektrometrie analysiert. 

Reaktionsbedingungen der katalytischen Spaltung des Substrats ON7 

Zu einer Lösungsmischung aus dem Substrat ON7 (50 μM) und dem entsprechenden Ribozym 

(0.5 μM), die Phosphatpuffer pH 8 (50 mM), NaCl (100 mM) enthielt, wurde MgCl2 (5 mM) 

hinzugegeben. Die Reaktionslösung wurde für 2 h bei 25 ºC inkubiert. Danach wurde ein 

Aliquot (20 μL) der Reaktionsmischung entnommen und mittels HPLC (Puffer A: 0.1 M 
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AcOH/Et3N pH 7 in H2O und Puffer B: 0.1 M AcOH/Et3N pH 7 in 20:80 H2O/MeCN; Gradient: 

0-40% von B in 45 min; Flussrate = 1 mL/min; Injektionsvolumen = 20 μL). Die 

Produktmischung aus ON7′ und ON7′′ wurde mittels MALDI-TOF-Massenspektrometrie 

analysiert. 

 

Abbildung 17. MALDI-TOF-Spektrum der Spaltungsprodukte ON7′ und ON7′′. 
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6. Abkürzungsverzeichnis 
 

aa-AMP    Aminosäure-Adenosinmonophosphat 

A     Adenin (Nukleobase), Adenosin (Nukleosid) 

Ac     Acetyl 

aaRS     Aminoacyl-tRNA-Synthetase 

Bz     Benzoyl 

BTT     5-(Benzylthio)-1H-tetrazol 

C     Cytosin (Nukleobase, Cytidin (Nukleosid) 

CE     Cyanoethyl 

COSY     correlation spectroscopy 

DBE     Dinitrobenzylester 

DBU     1,8-Diazabicyclo[5.4.0]undec-7-en 

DAP     Diamidophosphat 

DCA     Dichloressigsäure 

DCM     Dichlormethan 

DIPEA     Diisopropylethylamin 

DMF     N,N-Dimethylformamid 

DMSO     Dimethylsulfoxid 

DMTr     4,4′-Dimethoxytrityl 

DNA     Desoxyribonukleinsäure 

DCA     Dichloressigsäure 

EDC     1-Ethyl-3-(3-dimethylaminopropyl) carbodiimid 

EDTA     Ethylendiamintetraacetat (Dinatrium-Salz) 

ESI     electron spray ionisation 

G     Guanin (Nukleobase), Guanosin (Nukleosid) 

Gdm     Guanidinium 

GlmS     Glucosamin-6-Phosphat-Synthase 

HDV     Hepatitis Delta Virus 

HMBC     heteronuclear multiple bond correlation 

HPA     3-Hyroxypicolinsäure 

HPLC     high performance liquid chromatogrphy 

HRMS     high resolution mass spectrometry 
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HSQC     heteronuclear single quantum coherence 

IPA     Isopropylalkohol 

IR     Infrarotspektroskopie 

KEOPS    kinase, endopeptidase and other proteins of small size 

LC     liquid chromatography 

LUCA     last universal common ancestor 

MALDI-TOF    matrix assisted laser disorption ionisation - time of flight 

MeCN     Acetonitril 

MES     2-(N-Morpholino)-ethansulfonat 

mRNA     messenger Ribonukleinsäure 

MIC     Methylisocyanat 

MS     Mssenspektrometrie 

NMP     Nukleosid-Monophosphat 

NMR     nuclear magnetic resonance 

npe     p-Nitrophenylethyl 

NTP     Nukleosid-Triphosphat 

ON     Oligonukleotid 

ppm     parts per million 

PTase     Peptidyltransferase 

RP     reversed phase 

RNA     Ribonukleinsäure 

rRNA     ribosomal Ribonukleinsäure 

SSI     self-splicing intron 

teoc     (Trimethylsilyl)ethoxycarbonyloxy 

TBS     tert-Butyldimethylsilyl 

TC-AMP    Threonylcarbamoyl-Adenosinmonophosphat 

TEA     Triethylamin 

THS     Tetrahydrofuran 

TLC     Dünnschichtchromatographie 

tRNA     transfer Ribonukleinsäure 

U     Uracil (Nukleobase), Uridin (Nukleosid) 
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