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Abstract 

The RNA world hypothesis postulates that RNA, a versatile molecule capable of both storing 

information (genotype) and catalyzing biochemical reactions (phenotype), played a central 

role in the early evolution of life. In the RNA world scenario, self-replicating RNAs are 

believed to have developed from the primordial environment and developed increasingly 

complex chemical structures through evolutionary processes. The revelation that ribosomal 

peptide synthesis is catalyzed by ribozymes further strengthened the acceptance of this 

theory. However, comprehending the abiotic synthesis of RNA nucleotides continues to be 

challenge. The lack of evidence concerning the physical, chemical, and locational boundary 

conditions of this process compels us to ‘re-invent’ the origins of life. To this end, numerous 

prebiotically plausible synthetic routes to RNA nucleosides and nucleotides have been 

recently proposed. Nevertheless, the ideal functionality and structure of RNA suggests that 

RNA itself is a product of evolution rather than a product of abiotic processes. It likely 

developed from a precursor (proto-RNA) that was more readily accessible in a prebiotic 

world. 

In this work, we propose, that N-isoxazolyl-urea and formamidopyrimidine (FaPy) are 

plausible precursors of the contemporary base pairing system consisting of the Watson-Crick 

pairs: A-U and G-C. Recently it was demonstrated, that N-isoxazolyl-ureas and 

formamidopyrimidines could have played crucial roles as intermediates in the prebiotic 

synthesis of RNA nucleosides. Their ability to transform to the canonical nucleosides via 

intramolecular reactions gives us a compelling mechanism to explain the evolutionary 

transition of an proto-RNA world to an RNA world. To this end, synthetic routes to the 

corresponding phosphoramidite building blocks were developed. The building blocks were 

subsequently incorporated into RNA to investigate the base pairing properties of N-

isoxazolyl-ureas. In addition, we demonstrated that the stereochemical configuration of the 

anomeric center formed by the intramolecular reaction cascade of N-isoxazolyl-urea-

nucleotides to U and C is highly dependent on the configuration of the neighboring bases. 

Furthermore, an alternative scenario in which non-genetic-polymers formed first and then 

transitioned to proto-RNAs was investigated. Encouraging preliminary results are reported, 

demonstrating that under prebiotic conditions formamidopyrimidines can be regioselectively 

attached to abasic sites of oligonucleotides via glycosylation.  

In the second part of this thesis a primitive form of RNA-based peptide synthesis was 

investigated, employing amino-acid modified, non-canonical nucleosides, regarded as relics 

of the RNA world. The transition from the RNA world to a system where proteins became the 

primary catalysts, as observed in contemporary life, remains one of the major mysteries 
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regarding the origin of life. Here we show a system, where duplexes of oligonucleotides 

carrying amino acid modified N6-carbamoyl adenine (m6aa6A) and (methyl)aminomethyl 

uridine ((m)nm5U) can undergo peptide bond formation to produce hairpin-like structures. 

Cleavage of the carbamoyl bond would furnish RNA with a peptide connected to a (m)nm5U, 

enabling us to effectively grow or transfer peptides on RNA. These results provide evidence 

for the concept proposing the early existence of an RNA-peptide world. 
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Zusammenfassung 

Die RNA-Welt-Hypothese geht davon aus, dass RNA eine zentrale Rolle in der frühen 

Evolution des Lebens spielte. Diese Annahme basiert auf der Vielseitigkeit von RNA als ein 

Molekül, das sowohl in der Lage ist Informationen zu speichern (Genotyp) als auch 

biochemische Reaktionen zu katalysieren (Phänotyp). Im Modell der RNA-Welt wird 

angenommen, dass zuerst selbstreplizierende RNA auf der frühen Erde entstanden ist und 

sich daraus über evolutionäre Prozesse immer komplexere chemische Strukturen entwickelt 

haben. Die Entdeckung, dass die ribosomale Peptidsynthese durch Ribozyme katalysiert 

wird, hat die Akzeptanz dieser Theorie weiter gestärkt. Allerdings bleibt die fehlende 

Erklärung der RNA-Welt-Hypothese über die abiotische Synthese von RNA-Nukleotiden eine 

fortwährende Herausforderung. Der Mangel an Beweisen für die physikalischen, chemischen 

und räumlichen Randbedingungen dieses Prozesses zwingt uns dazu, den Ursprung des 

Lebens "neu zu erfinden". Diesbezüglich wurden bereits zahlreiche präbiotisch plausible 

Syntheserouten zu RNA-Nukleosiden und -Nukleotiden postuliert. Die ideale Funktionalität 

und Struktur der RNA legen jedoch nahe, dass die RNA selbst ein Produkt der Evolution und 

nicht ein Produkt abiotischer Prozesse ist. Es ist wahrscheinlich, dass sich die RNA aus 

einem Vorläufer (Proto-RNA) entwickelt hat, der auf der frühen Erde leichter zugänglich war. 

Im Rahmen dieser Arbeit untersuchten wir ein Szenario, in dem N-Isoxazolyl-Harnstoff und 

Formamidopyrimidine (FaPy) plausible Vorläufer des heutigen Basenpaarsystems gewesen 

sein könnten, das aus den Watson-Crick-Paaren A-U und G-C besteht. Es konnte bereits 

gezeigt werden, dass N-Isoxazolyl-Harnstoff und Formamidopyrimidine eine entscheidende 

Rolle als Zwischenstufen bei der präbiotischen Synthese von RNA-Nukleosiden gespielt 

haben könnten. Die Möglichkeit, diese Moleküle durch intramolekulare Reaktionen in die 

kanonischen Nukleoside umzuwandeln, liefert einen überzeugenden Mechanismus zur 

Erklärung des evolutionären Übergangs von einer Proto-RNA-Welt zu einer RNA-Welt. Zu 

diesem Zweck wurden synthetische Routen zu den entsprechenden Phosphoramidit-

Bausteinen entwickelt. Diese wurde anschließend in RNA eingebaut, um die 

Basenpaarungseigenschaften von N-Isoxazolyl-Harnstoffen zu untersuchen. Außerdem 

wurde gezeigt, dass die stereochemische Konfiguration des anomeren Zentrums, das durch 

die intramolekulare Reaktionskaskade von N-Isoxazolyl-Harnstoff-Nukleotiden zu U und C 

geformt wird, stark von der Konfiguration der benachbarten Basen abhängt. Darüber hinaus 

wurde ein alternatives Szenario untersucht, in dem zunächst nicht-genetische Polymere 

gebildet wurden, die dann in Proto-RNAs übergehen. Es wurden vielversprechende 

vorläufige Ergebnisse erzielt, die zeigen, dass unter präbiotischen Bedingungen 

Formamidopyrimidine regioselektiv an abasischen Stellen von Oligonukleotiden über 

Glykosylierungen gekoppelt werden können. 
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Im zweiten Teil dieser Arbeit wurde eine primitive Form der RNA-basierten Peptidsynthese 

untersucht, bei der Aminosäure-modifizierte, nicht-kanonische Nukleoside, die als Relikte der 

RNA-Welt gelten, verwendet werden. Der Übergang von der RNA-Welt zu einem System, in 

dem Proteine die Funktion als primäre Katalysatoren übernommen haben, wie es im 

heutigen Leben zu beobachten ist, bleibt eines der größten Rätsel in Bezug auf den 

Ursprung des Lebens. In dieser Arbeit zeige ich, dass ein System, in dem Duplexe von 

Oligonukleotiden, die Aminosäure-modifiziertes N6-Carbamoyladenin (m6aa6A) und 

(Methyl)aminomethyluridin ((m)nm5U) tragen, Peptidbindungen eingehen können, um 

haarnadelartige Strukturen zu bilden. Durch die Spaltung der Carbamoylbindung wird RNA 

mit einem an (m)nm5U gebunden Peptid erhalten. Dies eröffnet uns die Möglichkeit, Peptide 

auf RNA effektiv wachsen zu lassen oder zu übertragen. Diese Ergebnisse liefern Beweise 

für die Idee der frühen Existenz einer RNA-Peptid-Welt. 
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1. Einleitung 

1.1. Die Entstehung des Lebens 

Die Frage nach der Entstehung des Lebens ist eine der grundlegendsten und zugleich am 

wenigsten verstandenen Fragen der Menschheit. Die Entwicklung einer intellektuell 

fortgeschrittenen Spezies aus lebloser Materie, die das Bewusstsein erlangt hat, um über 

dieses Rätsel nachzudenken, stellt ein Phänomen dar, welches die Begeisterung von 

Wissenschaftlern aus allen Fachrichtungen weckt. Im Laufe der Menschheitsgeschichte 

wurden zahlreiche wissenschaftliche, philosophische und religiöse Ansätze verfolgt, um die 

Entstehung des Lebens aus unbelebter Materie zu erklären.  

1.2. Was ist Leben? 

Bevor wir uns mit der Frage nach der Entstehung beschäftigen, muss eine weitere 

entscheidende Frage beantwortet werden: Was ist Leben? Diese Frage wurde bereits von 

Erwin Schrödinger 1944 mit seinem gleichnamigen Buch gestellt.[1] Ein vereinheitlichtes 

Merkmal für alles Leben zu finden, wirkt, aufgrund der enormen Artenvielfalt der Erde, wie 

ein aussichtloses Unterfangen. Allerdings offenbaren uns eine Reihe einfacher 

Beobachtungen eine bemerkenswerte Ähnlichkeit. Auf molekularer und genetischer Ebene 

basiert fast alles Leben auf der Erde auf einen vererblichen Fluss von Information, welches 

von Francis Crick als das zentrale Dogma der molekularen Biologie beschrieben wurde 

(Abbildung 1).[2] 

 

Abbildung 1.  Das zentrale Dogma der molekularen Biologie. 

Genetische Information wird in der doppelsträngigen Desoxyribonukleinsäure (DNA) 

gespeichert und durch den Prozess der Replikation vervielfältigt. Darüber hinaus kann die 

Information über Transkription in einzelsträngige Ribonukleinsäure (RNA) umgeschrieben 

werden. Diese wird schließlich im Prozess der Translation in Proteine umgewandelt. Da die 
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einzige Funktion der DNA darin besteht als Speicher der genetischen Information zu dienen, 

wird sie als genotypisch bezeichnet. Proteine hingegen besitzen strukturelle oder 

katalytische Funktionen und werden somit als phänotypisch bezeichnet. Die Universalität des 

zentralen Dogmas und des genetischen Codes deutet darauf hin, dass sich alles Leben aus 

einem gemeinsamen Vorfahren entwickelt hat.[3-5]  

Trotz dieser Erkenntnisse existiert keine klare allgemein anerkannte Definition für den Begriff 

‚Leben‘.[6, 7] Durch einen NASA-Ausschuss wurde 1994 das Leben als „ein sich selbst 

erhaltendes chemisches System, das zur darwinistischen Evolution fähig ist“ beschrieben.[8] 

Doch auch diese Definition ist aus vielerlei Gründen unzureichend. Zunächst wurde der 

Einfluss und der Informationsfluss der Umwelt vernachlässigt. Außerdem sind Zellen und 

mehrzellige Organismen nicht selbsterhaltend, sondern immer von externen Faktoren oder 

anderen Organismen abhängig, um ihr Überleben und ihre Fortpflanzung zu gewährleisten. 

Darüber hinaus fehlt bei dieser Definition der thermodynamische Aspekt des Lebens als ein 

System, das weit entfernt vom chemischen Gleichgewicht existiert.[9-11] Trotz dieser Kritiken 

wird die NASA-Definition von der Forschungsgemeinde der präbiotischen Chemie als 

ausreichend anerkannt, um die wichtigsten Aspekte des Lebens zu beschreiben.[12-16] 

1.3. Präbiotische Chemie 

Die Aufgabe der präbiotischen Chemie besteht darin, die Entstehung und die 

Selbstorganisation einfacher Moleküle zu erklären, welche die Bildung lebender Systeme 

(Abiogenese) ermöglichte. Bedauerlicherweise existieren heute kaum Hinweise über die 

planetarischen Bedingungen und verfügbaren Ausgangsmaterialien. Angesichts dieser 

begrenzten Informationen und zahlreicher weiterer Variablen bleibt uns nur eine 

hypothetische Rekonstruktion des Prozesses. Hierfür werden Reaktionen unter „präbiotisch 

plausiblen Bedingungen“ durchgeführt, die denen der frühen Erde so nah wie möglich 

nachempfunden werden.[14] Albert Eschenmoser fasste dieses Problem treffend zusammen: 

„Die Entstehung des Lebens kann nicht ‚entdeckt‘, sondern muss ‚neu erfunden‘ werden.“[17] 

Hierzu werden zwei Vorgehensweisen gleichzeitig verfolgt: der Bottom-Up Ansatz 

(geologischer Ansatz) und der Top-Down Ansatz (biologischer Ansatz). 

1.3.1. Top-down Ansatz 

Bei dem Top-down Ansatz werden phylogenetischen Studien verwendet, um alles Leben zu 

einem gemeinsamen Ausgangspunkt in der genetischen Geschichte zurückzuverfolgen. Wie 

bereits in Abschnitt 1.2. erwähnt, ist es sehr wahrscheinlich, dass alle drei Domänen des 

Lebens aus einem gemeinsamen Vorfahren entstanden sind. Dieser hypothetische 
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gemeinsame Vorfahre wird als last universal common ancestor (LUCA) bezeichnet und als 

Schnittstelle zwischen abiotischer Chemie und hochkomplexem Leben angesehen.[4, 18]  

Weiss et al. identifizierten Gene, die über alle Domänen des Lebens konserviert sind. 

Basierend darauf postulierten sie, dass LUCA anaerob, CO2-fixierend, H2-abhängig, N2-

fixierend und thermophil war. Dies legt nahe, dass LUCA bereits einen einfachen 

Metabolismus, sowie die Fähigkeit zur Replikation, Transkription und Translation besaß.[4]  

Dieser Ansatz liefert uns Informationen über die essenziellen Funktionen des frühen Lebens 

und somit auch über die synthetischen Ziele der präbiotischen Chemie. Allerdings gibt er 

keine Aufschlüsse darüber, wie die benötigten Biomoleküle (Membranen, Proteine, RNA und 

DNA) selbst entstanden sind. Hierzu wird der Bottom-up Ansatz benötigt, um Reaktionen zu 

identifizieren, die unter den geochemischen Bedingungen zu diesen wesentlichen 

Komponenten geführt haben könnten.  

1.3.2. Bottom-up Ansatz 

Wir wissen heute, dass die Erde etwa 4.53 Milliarden Jahre (4.53 Ga) alt ist.[19] Zu Beginn 

vergrößerte sich die Erde zunehmend durch Kollisionen mit großen Projektilen und 

Protoplaneten.[20-22] Zu dieser Zeit, die auch als Hadaikum (4.6-4.0 Ga) bezeichnet wird, gilt 

die Erde als eine größtenteils geschmolzene, lebensfeindliche Masse mit ständigen 

vulkanischen Ausgasungen. Die Formation der Erdkruste wurde durch teils massive 

Einschläge gestört, die stark genug waren, um Ozeane verdampfen zu lassen, die 

Erdoberfläche zu sterilisieren und den Mond zu bilden.[20, 23, 24] Nach dem Hadaikum trat die 

Erde in das Archaikum (4.0-2.5 Ga) ein, in dem sich eine stabile Hydro- und Atmosphäre 

bilden konnte. Da bereits fossile Mikroorganismen beschrieben wurden, die bis zu 

3.8 Milliarden Jahre alt sein könnten,[25] bliebe nach der Formation der Erde ein Zeitfenster 

von etwa einer Milliarde Jahre für die Entstehung des Lebens.  

Es gibt kaum geologische Hinweise, die auf eine Vergletscherung während des Archaikums 

hindeuten, daher wird angenommen, dass die Atmosphäre im Archaikum in der Lage 

gewesen sein muss, genügend Wärme zu speichern, um die Oberflächentemperatur über 

0 °C zu halten. Somit konnte flüssiges Wasser an der Oberfläche gewährleistet sein.[26] 

Geologische Kohlenstoffzyklusmodelle haben die wahrscheinliche Erdtemperatur im 

Archaikum auf 0-50 °C und den pH-Wert der Ozeane auf 5-7 ermittelt.[27] Die genaue 

Zusammensetzung der Atmosphäre zu dieser Zeit ist allerdings eines der größten 

Streitpunkte der präbiotischen Chemie. Die am weitesten verbreitete Annahme ist, dass die 

Atmosphäre entweder redox-neutral bzw. nur schwach reduzierend war. So wird 

angenommen, dass die Atmosphäre hauptsächlich aus einem Gemisch von CO2, H2O, N2 
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und CO bestand, mit geringen Mengen an H2, CH4, SO2 und H2S.[28, 29] Zusätzlich müssen 

weitere mögliche organische Ausgangsmaterialien in Betracht gezogen werden. 

Informationen zu diesen können über verschiedene Wege gewonnen werden: 

Spektroskopische Untersuchungen des Interstellaren Raums[30, 31] und andere 

Himmelskörper unseres Sonnensystems[32-36] können Hinweise über die Beschaffenheit der 

Erde vor der Abiogenese liefern. Ebenso können massenspektrometrische Analysen von 

eingeschlagenen Meteoriten zeigen, welche im interstellaren Raum produzierten 

Verbindungen auch auf der frühen Erde verfügbar waren.[37-40] Zuletzt können über 

Entladungs- und UV-Bestrahlungs-Experimente die Wirkung von Blitzen und 

Sonnenstrahlung simuliert werden.[41-44] 

Das wohl berühmteste Beispiel eines solchen Experimentes wurde von Stanley Miller und 

Harold Urey durchgeführt.[45] Basierend auf einer von Aleksander Oparin und John Haldane 

vorgeschlagenen reduzierenden Ur-Atomsphäre[46, 47] aus CH4, NH3, H2 und H2O konnten sie 

die Synthese von Aminosäuren unter abiotischen Bedingungen nachweisen.[45, 48] Später 

zeigte Miller über mechanistische Studien, dass sich zunächst Aldehyde und HCN bilden, 

welche anschließend zu Amino- und Hydroxynitrilen reagieren und in wässriger Phase zu 

Aminosäuren hydrolysieren. Dieser Vorgang verläuft analog zu der Strecker Synthese zur 

Darstellung von Aminosäuren.[49]  

1.4. RNA-Welt Theorie 

Replikation, Mutation und natürliche Selektion sind die grundlegenden Evolutionsfaktoren, 

die die Entwicklung eines komplexen biochemischen Systems von einem primitiven System 

ermöglichen. Wie bereits in Abschnitt 1.2. beschrieben, sind die zwei Grundfunktionen des 

Lebens auf zwei verschiedene Biopolymere, den Proteinen (Katalyse) und den 

Nukleinsäuren (Informationsspeicherung), aufgeteilt.  

Die Frage, welches dieser beiden Makromoleküle zuerst entstanden ist, erinnert an ein 

Henne-Ei-Problem. Woese[50], Crick[51] und Orgel[52] spekulierten, dass die RNA zuerst 

entstanden sei. Ihre Begründung war, dass Nukleinsäuren im Gegensatz zu Proteinen einen 

plausiblen Mechanismus zur Selbstreplikation besitzen. Durch Watson-Crick-Paarung der 

Nukleobasen können Nukleinsäuren als Template für die Synthese komplementärer Stränge 

dienen. Darüber hinaus besitzt die RNA aufgrund der 2‘-Hydroxygruppen die Fähigkeit, 

komplexe tertiäre Strukturen in der einzelsträngigen Form auszubilden.[14, 50] Die Entdeckung 

von katalytisch aktiven RNA Molekülen (Ribozyme) in den 1980er Jahren durch Cech und 

Altman verstärkte das Interesse an dieser Theorie.[53, 54] Bei der Untersuchung des 

ribosomalen RNA Gens von Tetrahymena thermophilia entdeckte Cech ein Intron, das in der 
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Abwesenheit von Enzymen herausgespleißt werden konnte. Er schloss daraus, dass die 

Struktur der RNA-Sequenz diese Reaktion katalysiert.[53, 55] Unabhängig davon untersuchte 

Altman die katalytischen Eigenschaften des Enzyms Ribonuklease P, welches aus einer 

Protein- und einer RNA-Untereinheit besteht. Als die Proteinkomponente entfernt wurde, 

konnte er feststellen, dass die prä-tRNAs trotzdem in die aktiven tRNAs umgewandelt 

wurden.[54, 56, 57] Somit konnte erstmals gezeigt werden, dass ein einziges Biomolekül die 

beiden grundlegenden Funktionen des Lebens, den Genotyp (Informationsspeicher) und den 

Phänotyp (Katalysator), besitzen kann.  

Diese Entdeckungen führten schließlich zur Formalisierung der RNA-Welt-Theorie durch 

Walter Gilbert.[58] Diese geht davon aus, dass genetisch kodierte Proteine nicht als 

Katalysatoren in der RNA-Welt beteiligt waren, die genetische Kontinuität in der ersten 

Phase der molekularen Evolution durch RNA-Replikation gesichert wurde und dass Watson-

Crick-Basenpaarung eine entscheidende Rolle in diesem Replikationsprozess spielte.[59] Die 

RNA-Welt-Hypothese ermöglicht eine plausible Erklärung für den Übergang eines primitiven 

Systems zum heutigen zentralen Dogma. RNA-Moleküle könnten sich durch zufällige 

Mutation und Rekombination weiterentwickelt haben und schließlich verschiedene 

katalytische Funktionen erlangt haben. Diese Funktionen könnten anfangs unter anderem 

durch Koenzyme erweitert worden sein, welche als molekulare Fossile der RNA-Welt 

gelten.[60, 61] Im Laufe der Zeit erwarben diese Ribozyme durch die Evolution die Fähigkeit 

Proteine zu synthetisieren und die Enzymkatalyse setzte sich durch, wodurch Ribozyme 

langsam an Nutzen verloren. Ein Hinweis hierfür findet sich in der Struktur des Ribosoms, 

das keine Proteinmotive am aktiven Zentrum besitzt.[62] 

Die RNA-Welt-Hypothese gilt nicht als unumstritten, trotzdem wird sie aktuell als die 

plausibelste Theorie zur Entstehung des Lebens angesehen.[59, 63] Es gilt jedoch zunächst zu 

klären, wie Nukleotide ohne Einfluss von Proteinen unter präbiotischen Bedingungen 

entstanden sein könnten. Im Anschluss daran stellen sich die Fragen, wie Nukleotide 

enzymfrei zu zufällige RNA Sequenzen polymerisieren konnten und wie diese ebenfalls 

enzymfrei repliziert werden konnten.[14] Ebenso sollte in Betracht gezogen werden, dass sich 

das erste genetische Polymer chemisch deutlich von der aktuellen RNA unterschied.[59]  

1.5. Der Ursprung von RNA 

RNA besteht aus Nukleosiden, die an der 3‘- und 5‘-Position über ein Phosphodiester-

Rückgrat miteinander verknüpft sind. Die einzelnen Nukleoside setzten sich aus dem Zucker 

Ribose und den Purin-Nukleobasen Adenin (A) und Guanin (G) oder den Pyrimidin-

Nukleobasen Cytosin (C) und Uracil (U) zusammen (Abbildung 2). Der präbiotische Zugang 

zu den Nukleosiden scheint aus retrosynthetischer Sicht offensichtlich zu sein: Die separate 
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Synthese der zwei einzelnen Bausteine, gefolgt von der Verknüpfung über eine 

Glykosylierungsreaktion.  

 

Abbildung 2. a) Strukturformeln der RNA Nukleoside Adenosin, Guanosin, Cytidin und Uridin, 

zusammengesetzt aus D-Ribose und den vier Nukleobasen Adenin (A), Guanin (G), Cytosol (C) und 

Uracil (U). b) Molekularer Aufbau von RNA. 

Die 1861 von Butlerov entdeckte Formosereaktion wird als die wichtigste präbiotische 

Syntheseroute für Zucker angesehen. Ihm gelang die Herstellung eines komplexen 

Zuckergemisches (Tetrosen, Pentosen, Hexosen und ihre Abbauprodukte) durch die 

Polymerisation von Formaldehyd 1 unter basischen Bedingungen in Gegenwart von 

Calciumhydroxid (Schema 1).
[64] Die Reaktion beginnt mit Formaldehyd 1, welches durch 

Photolyse aus CO2 und H2O hergestellt werden kann.[65] Die initiale Dimerisierung von 

Formaldehyd 1 zu Glycolaldehyd 2 verläuft über einen noch unbekannten Mechanismus.[66] 

Im nächsten Schritt kann Glycolaldehyd 2 wiederum über eine Aldolkondensation mit 

Formaldehyd 1 zum C3-Zucker Gylcerinaldehyd 3 reagieren. Dieses kann zu 

Dihydroxyaceton 4 isomerisieren und somit können anschließend über weitere 

Aldolkondensationen und Umlagerungen schrittweise komplexe lineare oder verzweigte 

Zucker aufgebaut werden.[67] Analysen von Decker et al. zeigten eine riesige Brandbreite an 

gebildeten Produkten. Aus präbiotischer Sicht ist dieser Mangel an Selektivität eine große 

Herausforderung. Aufgrund der geringen Stereo- und Regioselektivität liegt die Ausbeute von 

Ribose bei weniger als 1 %.[68, 69] Angesichts dieser Probleme wurden intensive 

Anstrengungen unternommen, um die Reaktion auf die Riboseproduktion auszurichten. Zum 

Beispiel konnten Zubay et al. zeigen, dass die Selektivität für Aldopentosen durch die 

Verwendung einer Suspension aus Magnesiumhydroxid und Blei(II)-Ionen erhöht wird.[70, 71] 

Ein weiterer Ansatz beruht auf der Fähigkeit von Boraten die cis-Diol-Strukturen von Zuckern 
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wie Ribose in der zyklischen Form zu komplexieren, wodurch die Enolisierung des Zuckers 

verhindert und die Stabilität erhöht wird.[72] Benner et al. nutzten dies aus, um mit 

Boratmineralien Ribose und andere Pentosen während der Formosereaktion 

anzureichern.[73-75] Ein Grund für die geringe Ribose-Selektivität der Formosereaktion ist die 

schnelle Isomerisierung von Glycerinaldehyd 3 zu Dihydroxyaceton 4. Eschenmoser et al. 

konnten diese Isomerisierung durch die Verwendung von Glycolaldehyd-2-phosphat 5 

verhindern, um racemisches Ribose-2,4-phosphat 6 als Hauptprodukt mit einer Ausbeute 

von 12 % zu erhalten (Schema 1b).[76, 77] Allerdings ist dieses Ribose-Derivat aus 

präbiotischer Sicht nicht von Bedeutung und Methoden, dieses zu den nützlicheren 3- oder 

5-Phosphaten umzuwandeln, existieren bisher nicht. Die Formosereaktion wird in Hinsicht 

auf die selektive präbiotische Bildung von Ribose weiterhin als unzureichend angesehen. 

Trotzdem ist diese, aufgrund der Einfachheit C1-Moleküle in C5-Moleküle umzuwandeln, 

weiterhin von großer Bedeutung für das Forschungsfeld.[66]   

 

Schema 1. a) Vorgeschlagener Mechanismus der Formosereaktion durch Breslow[67], ausgehend von 

Formaldehyd 1, um komplexe lineare oder verzweigte Zucker aufzubauen. b) Selektive Synthese des 

Ribose-Derivates 6 ausgehend von Glycolaldehyd-2-Phosphat 5 nach Eschenmoser et al.[76] 

Die Annahme, dass eine einfache Kondensation zwischen Zucker und Base das gewünschte 

Nukleosid ergeben würde, regte die Entwicklung vieler synthetischer Routen zu den 

Nukleobasen an. Die erste dieser Syntheserouten war die 1960 von Oró entwickelte Purin-
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Synthese mittels HCN-Polymerisation. Durch das Erhitzen einer Ammoniumcyanid-Lösung 

auf 70 °C konnte er die Bildung von Adenin mit einer Ausbeute von 0.5 % nachweisen.[78] 

Diese Ausbeute konnte später durch die Zugabe von Glycolnitril[79] oder durch die 

Verwendung von HCN und flüssigem Ammoniak verbessert werden.[80] Mechanistische 

Studien durch Ferris und Orgel zeigten (Schema 2), dass das HCN-Trimer Aminomaleonitril 

7 (AMN) und das Tetramer Diaminomaleonitril 8 (DAMN) wichtige Zwischenprodukte der 

Synthese sind. Die Bildung von 5-Aminoimidazol-4-carbonitril 9 (AICN) kann entweder über 

UV-Bestrahlung von DAMN 8 oder über die Reaktion von AMN mit Formamidin 10 

verlaufen.[81] AICN 9 kann anschließend zu 5-Amino-4-imidazolcarboxamid 11 (AICA) 

hydrolysieren, beide Moleküle können schließlich durch die Reaktion mit verschiedenen 

Kohlenstoffquellen eine Reihe an Purinen bilden.[82-85] 

 

Schema 2. Purinsynthese über HCN-Polymerisation nach Oró[78] und später modifiziert durch Ferris 

und Orgel.[81-85] 

Pyrimidine können ausgehend von Cyanacetylen 12 dargestellt werden, welches durch 

Gasentladung in einem Methan- und Stickstoff-Gemisch, durch das Erhitzen von Acetylen in 

Stickstoff oder aus Ethin und Cyanid entstehen kann. Orgel et al. zeigten die Synthese von 

Cytosin 13 und dessen anschließende Hydrolyse zu Uracil durch die Reaktion von 



Einleitung 

 

 

 
9 

Cyanacetylen mit Cyanat 14 oder Harnstoff 15 (Schema 3a).[41, 86, 87] Eine Alternative 

präbiotisch plausible Pyrimidinsynthese über das Zwischenprodukt S-Methylpyrimidinon 16 

wurde von Carell und Mitarbeiter entwickelt (Schema 3b). Diese startet im ersten Schritt 

ebenfalls mit Cyanacetylen 12, welches mit Dimethylamin 17 und Thiourea 18 zum Thioamid 

19 reagiert. Dieses wird im nächsten Schritt mit N-Methyl-N-nitrosoharnstoff 20 zu S-

Methylpyrimidinon 16 umgesetzt, welches mit unterschiedlichen Nukleophilen zu den 

jeweiligen Pyrimidin-Modifikationen reagieren kann.[88] Die präbiotische Relevanz einiger 

dieser Modifikationen wird in einem späteren Teil dieser Arbeit diskutiert (Abschnitt 1.6). 

 

Schema 3. Präbiotisch plausible Pyrimidinsynthesen ausgehend von Cyanacetylen 12 nach a) Orgel 

et al.[86] und b) Carell et al.[88] 

1.5.1. Präbiotische Synthese der Nukleoside 

Es existieren überzeugende Beweise für die präbiotische Bildung der Nukleosid-Bausteine, 

insbesondere der Nukleobasen. Es bleibt die Frage wie sich aus diesen beiden Bausteinen 
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Nukleoside bilden konnten. Wie bereits oben beschrieben, wäre die einfachste Lösung die 

direkte Glykosylierung von Ribose mit der jeweiligen Nukleobase. In den ersten 

Experimenten durch Fuller et al., die D-Ribose mit Purinen in Anwesenheit von einem 

Gemisch aus Meerwasser-Salzen erhitzt haben, konnten allerdings nur geringe Ausbeuten 

der erwünschten kanonischen β-Ribofuranose-Nukleoside erhalten werden (4 % für β-D-

Adenosin und 9 % für β-D-Guanosin).[89, 90] Chemisch betrachtet ist dies nicht überraschend. 

Ribose liegt in wässriger Lösung hauptsächlich in der Pyranoseform vor, während das 

benötigte α-Furanose Isomer nur 7% des Isomerengemisches ausmacht.[91] Darüber hinaus 

ist die fehlende Regioselektivität und die geringe Nukleophilie des N9-Stickstoffes eine 

weitere Herausforderung. Dies führt dazu, dass bevorzugt die exozyklische N6-Amino-

Gruppe reagiert. Die gleichen chemischen Herausforderungen weisen auch die Pyrimidine 

auf. Hinzu kommt hier, dass das freie Elektronenpaar des N1-Stickstoffs im Pyrimidinring 

delokalisiert ist. Folglich konnten unter den gleichen Reaktionsbedingungen die Bildung von 

Cytidin und Uridin nicht beobachtet werden.[89, 90] Um diese Probleme, die allgemein als das 

Glykosylierungs-Problem zusammengefasst wurden,[14] zu überwinden, wurden alternative 

Syntheserouten entwickelt, die auf eine direkte Glykosylierung verzichten. 

 

Schema 4. Pyrimidin-Nukleotid (Nukleosid) Synthese nach Sutherland et al.[92]   

Inspiriert durch die de novo Purinbiosynthese wurde von Sanchez und Orgel ein indirekter 

stufenweiser Aufbau der Nukleobase an der Ribose als mögliche Lösung vorgeschlagen.[92] 

Sie gingen von Ribose-5-Phosphat aus, welches sie mit Cyanamid 21 umsetzten. 

Anschließend reagierte das entstandene Aminooxazolin-Derivat mit Cyanoacetylen 12 und 

hydrolysierte letztlich zum α-Cytidin. Das natürliche β-Cytidin konnte nach 

Photoisomerisierung mit einer Ausbeute von 5 % erhalten werden.[93] Sutherland et al. 

erweiterten diese Syntheseroute (Schema 4), indem sie von den präbiotisch plausibleren 
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Startmaterialien Glycolaldehyd 2 und Glycerinaldehyd 3 ausgingen und die Ribose an der 

Aminooxazol-Struktur aufbauten. Im ersten Schritt reagiert Glycolaldehyd 2 mit Cyanamid 21 

zu 2-Aminooxazol 22. Dies reagiert anschließend in einer Phosphat-katalysierten Reaktion 

mit Glycerinaldehyd 3 zu Pentose-Aminooxazolinen. Das erwünschte Isomer 23 wird nur mit 

einer Ausbeute von 15°% gebildet, kann aber in Lösung angereichert werden. Im nächsten 

Schritt wird das Intermediat mit Cyanoacetylen 12 zum Anhydro-arabinonukleosid 24 

umgesetzt und anschließend durch eine Substitution mit Phosphat zum β-Ribocytidin-2‘,3‘-

Cyclophosphat 25 umgewandelt. Durch photochemische Bestrahlung von 25 (245 nm) kann 

das Uridin-Derivat 26 gebildet werden.[92, 94] Diese Synthese war die erste ihrer Art, um 

Pyrimidinnukleoside in hohen Ausbeuten zu erhalten. Sie zeichnet sich ebenfalls dadurch 

aus, dass die Probleme um die Verfügbarkeit der Ribose und das Glykosylierungs-Problem 

elegant umgangen werden können. Allerdings bleiben Fragen bezüglich der Plausibilität des 

Reaktionswegs offen.[95] Zunächst werden chromatographisch aufgereinigte Reagenzien und 

eine sehr spezifische Abfolge ihrer Zugabe benötigt. Zum Beispiel wird das reaktive und 

instabile Cyanacetylen in großen Mengen (8 Äquivalente) in einem der letzten 

Syntheseschritte verwendet. Nennenswert ist zudem die Verwendung von hohen 

Konzentrationen an Reaktanten und Puffern. Des Weiteren konnte bisher keine Erklärung 

dafür gefunden werden, wie kanonische Purin-Ribonukleoside unter kompatiblen 

Bedingungen auf der frühen Erde entstanden sein könnten. Allerdings konnten Powner und 

Sutherland die Bildung von 8-Oxo-Purin-Nukleosiden und Purin-Desoxynukleoside über 

ähnliche Reaktionswege nachweisen.[96, 97] 

Eine übereinstimmende Erklärung, wie Pyrimidin- und Purin-Ribonukleoside simultan auf der 

frühen Erde gebildet wurden, schien weiterhin eine große Herausforderung für die 

Forschungsgemeinde zu sein. Dieses Problem konnte schließlich 2019 von Carell et al. 

gelöst werden (Schema 5).[98, 99] Die postulierte Pyrimidinsynthese nach Carell beinhaltet das 

entscheidende Zwischenprodukt N-Isoxazolyl-Harnstoff 27, welches regioselektiv glykosyliert 

werden kann. Die Synthese beginnt mit der Bildung von 3-Aminoisoxazol 28, das durch die 

Reaktion von Cyanacetylen 12 mit Hydroxylurea 29, Hydroxylamin 30 oder Nitrosodisulfonat 

31 hergestellt werden kann. 3-Aminoisoxazol 28 kann anschließend mit Harnstoff 32 zu 27 

umgesetzt werden, welches in einer effizienten lösungsmittelfreien Reaktion mit Ribose 33 

zu dem Vorläufer-Nukleosid 34 reagiert. Im letzten Schritt wird in einer Reaktionskaskade die 

N-O-Bindung der Isoxazol-Untereinheit durch katalytische Mengen an Fe2+ und einer 

Thiolquelle reduktiv aufgespalten. Durch die anschließende intramolekulare 

Tautomerisierung, Zyklisierung und Wasserabspaltung wird das kanonische β-D-

Ribofuranosylcytosin β-35 (neben anderen Isomeren) mit einer Ausbeute von 27 % gebildet. 

Die Purinsynthese nach Carell, inspiriert durch die Arbeit von Trinks[100] und Koch[101], 
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verwendet N-Formamidopyrimidine (FaPys) um die kanonischen Purin-Nukleoside zu 

generieren. Die Syntheseroute beginnt mit der Reaktion von Malononitril 36 oder 2-Amino-2-

Cyanoacetamid 37 und Amidinen 38, die präbiotisch über einfache Moleküle wie HCN, 

Cyanamid und Cyanacetylen 12 zugänglich sind, zu den Nitrosopyrimidinen 40 und 41. 

Überraschenderweise kann diese Reaktion auch gelöst in 3-Aminoisoxazol 28 ablaufen. 

Nach der Formylierung von 40-41, können die FaPys 42-43 regioselektiv mit Ribose 33 zu 

den Vorläufer-Nukleosiden 44-45 reagieren und über eine intramolekulare Kondensation zu 

den Purin-Nukleosiden 46-47 umgewandelt werden. Die letzten zwei Schritte der Pyrimidin- 

und Purinsynthesen können unter den gleichen Bedingungen ablaufen.[98, 99] Die 

Regioselektivität während der Ribosylierung ist ein großer Vorteil der Carell-

Nukleosidsynthesen. Diese geht bei den FaPys auf die C2v Symmetrie und die Anwesenheit 

der zwei nukleophilen N4- und N6-Amino-Aminogruppen zurück. Bei N-Isoxazolyl-Harnstoff 

32 ist diese Selektivität der Abwesenheit weiterer nukleophiler Zentren geschuldet. Ein 

Nachteil dieser Synthese ist eben dieser Schritt der Ribosylierung. Durch die direkte 

Glykosylierung mit den Vorläufer-Nukleosiden entsteht ein Gemisch aus vier möglichen 

Isomeren: den α/β-Furanosiden und α/β-Pyranosiden. Zudem ist dieser Reaktionsweg von 

der Verfügbarkeit vollständig gebildeter Ribose in einem späteren Stadium der Synthese 

abhängig.  
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Schema 5. a) Synthese von N-Isoxazolyl-Harnstoff 27 und N-Formamidopyrimidine 42-43 unter 

präbiotischen Bedingungen b) Pyrimidin-Nukleosid und Purin-Nukleosid-Synthese unter einheitlichen 

Bedingung nach Carell et al. [99] 

In den letzten Jahren wurde die Bildung von Pyrimidin-Nukleosiden und Purinen-Nukleosiden 

unter präbiotisch plausiblen Bedingungen mit einer zunehmenden Zahl an experimentellen 

Fakten belegt. Der nächste logische Schritt ist die Suche nach einer Lösung für die Frage: 

Wie können diese Nukleoside phosphoryliert und miteinander verknüpft (oligomerisert) 

werden, um RNA-Moleküle zu bilden? 

1.5.2. Phosphorylierung 

Die Verfügbarkeit von anorganischem Phosphat auf der frühen Erde ist stark umstritten. 

Orthophosphat (PO4
3-), die häufigste Form von Phosphor auf der Erde, kommt größtenteils in 
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Apatitmineralen vor, die in den meisten geologischen Gegebenheiten relativ unreaktiv und 

unlöslich sind.[102] Die Schwierigkeit konzentriertes Phosphat zu bilden, zusammen mit seiner 

zentralen Rolle in präbiotischen Synthesen, wurde seit jeher als Phosphat-Problem 

bezeichnet.[103-105] Dennoch konnten plausible Ansätze und Bedingungen für 

Phosphorylierungen gefunden werden. 

Der am meisten untersuchte Ansatz für präbiotische Phosphorylierungen ist die elektrophile 

Aktivierung von Orthophosphaten. Hierfür wurden zahlreiche Aktivierungsmittel wie 

Cyanat[106], Cyanacetylen 12[107], Cyanamid[108] und Dicyan[109] betrachtet. 

Phosphorylierungsreaktionen in Wasser sind thermodynamisch ungünstig, da das Wasser 

mit dem Reaktionspartnern konkurriert und somit konnten nur geringe Ausbeuten durch 

diese Ansätze erhalten werden.[106, 108, 110] Um dieses Problem zu umgehen, wurden 

wasserfreie Bedingungen in Betracht gezogen. Auf diese Weise konnten Nukleotide mit 

Ausbeuten von bis zu 50 % durch Reaktionen in Formamid[111, 112] und 16 % unter 

lösungsmittelfreien Bedingungen erhalten werden.[113] Die selektive Phosphorylierung der 

5‘-Position konnte ebenfalls vor kurzem in dry-down-Experimenten unter wasserfreien 

Bedingungen in Ameisensäure gezeigt werden.[114] Als Alternative wurden auch reaktivere 

Phosphorquellen untersucht. Reduzierte Phosphorspezies in Form des meteoritischen 

Minerals Schreibersit ((Fe,Ni)3P) können in Wasser korrodieren (Hydrolysieren) und ein 

Gemisch aus Phosphit (HPO3
-), Phosphat, Hypophosphat (P2O6

4-), Pyrophosphat (P2O7
4-), 

Triphosphat und Trimetaphosphat 48 (TMP) bilden.[115-117] Pasek et al. zeigten, dass diese 

Korrosion mit der Phosphorylierung von Nukleosiden gekoppelt werden kann, um geringe 

Mengen an Nukleotiden zu gewinnen.[118] Das Korrosionsprodukt Trimetaphosphat 48 kann 

ebenfalls durch magmatische Prozesse und durch die Kondensation von Phosphaten 

gewonnen werden.[119-121] Die zyklische Phosphat-Verbindung ist wasserlöslich und kann 

durch die energetisch begünstigte Ringöffnung diverse Nukleotide bilden.[110] 2‘-AMP und 

3‘-AMP können mit einer Ausbeute von 31 % (1:1 Gemisch) durch die Reaktion von 

Adenosin mit Natriumtrimetaphosphat 48 unter basischen Bedingungen gebildet werden.[122] 

Durch den Zusatz von Metallkatalysatoren können ebenfalls 2‘,3‘-cAMP, 5‘-AMP und das 

biologisch relevante 5‘-ATP gebildet werden (Schema 6).[123] Letztere Verbindung galt bis 

dato als sehr schwierig zu synthetisieren.[124, 125] Darüber hinaus kann Trimetaphosphat 48 

mit Ammoniak reagieren und Amidotriphosphat 49 (AmTP) und das 

Phosphorylierungsreagenz Diamidophosphat 50 (DAP) bilden.[126] Krishnamurthy und seine 

Mitarbeiter konnten zeigen, dass 50 mit Ribonukleosiden zu 2‘,3‘-cNMPs mit Ausbeuten von 

bis zu 89 % reagierten (Schema 6).[127, 128] Außerdem konnten die Phosphorylierungen von 

Zuckern[129, 130], Fettsäuren[129] und die Oligomerisierung von Aminosäuren[131] durch DAP 

nachgewiesen werden. 
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Schema 6. Phosphorylierung von Nukleosiden unter präbiotisch plausiblen Bedingungen mit 

Trimetaphosphat 44 und Diamidophosphat 50.[123, 127]  

1.5.3. Oligomerisierung  

Wie bereits in Abschnitt 1.4. beschrieben gilt die nicht-enzymatische Oligomerisierung von 

Nukleotiden und die anschließende nicht-enzymatische Replikation als eine der 

entscheidenden Argumente zur Begründung der RNA-Welt-Theorie. Allerdings ist die 

Kondensation (Oligomerisierung) von Nukleotiden in Wasser eine thermodynamisch sowie 

kinetisch ungünstige Reaktion, die nicht spontan auftreten kann.[14] Dies, zusammen mit der 

geringen Regioselektivität der Reaktion (2‘-5‘- oder 3‘-5‘-Phosphodiesterbindungen sind die 

möglichen Produkte), sind die größten Probleme bei der Oligomerisierung zur Bildung von 

RNA. Trotz dieser Herausforderungen konnten beachtliche Erfolge erzielt werden. In den 

ersten Experimenten wurden Nukleotidmonophosphate (NMP) lösungsmittelfrei erhitzt. 

Dadurch wurde ein komplexes Gemisch an kurzen Oligonukleotiden mit zufälligen 2‘-5‘- oder 

3‘-5‘-Phosphodiesterbindungen erhalten.[132] Versuche, Nukleotide unter wässrigen 

Bedingungen zu polymerisieren, benötigten zwangsläufig Aktivierungsmittel. Hierfür wurden 

zum Beispiel Cyanamid und andere wasserlösliche Carbodiimide verwendet, allerdings 

konnten nur geringen Ausbeuten an Dinukuleotiden und sehr kurze Oligonukleotide erhalten 

werden.[14, 133, 134] Im Gegensatz zu den Monophosphaten sind zyklische Phosphate durch die 
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thermodynamisch begünstigte Hydrolyse reaktiver.[135] Für die Oligomerisierung können 

2‘,3‘-zyklische Monophosphate[136, 137] oder 3‘,5‘-zyklische Monophosphate[138, 139] unter 

lösungsmittelfreien Bedingungen erhitzt werden. Im Fall von 3‘,5‘-zyklischen GMP konnten 

Oligomere mit Längen von bis zu 40 Nukleotiden erhalten werden.[139] Alternativ wurden auch 

aktivierte 5‘-Phosphate in Form von Phosphorimidazolen als Substrate in Betracht gezogen. 

Phosphorimidazole von Nukleotiden können unter präbiotisch plausiblen Bedingungen aus 

5‘-Nukleosidmonophoshaten oder 5‘-Nukleosidpolyphosphaten und Imidazol gebildet 

werden.[140-142] In Gegenwart von Metallionen (z.B. Zn2+, Pb2+, UO2
2+, Lu3+) konnten aus den 

aktivierten 5‘-Phosphaten bis zu 16mere (katalysiert durch UO2
2+) erhalten werden. 

Allerdings wurden durch diese Reaktionen hauptsächlich 2‘,5‘-verknüpfte Oligomere und 

Pyrophosphate erhalten.[143-147] Ferris et al. konnten daraufhin zeigen, dass Mineralien die 

Regioselektivität der Kondensation steuern können. Durch Reaktionen an der Oberfläche 

von Montmorillonit wurden bevorzugt 3‘-5‘ verknüpfte Oligomere gebildet, wobei Längen von 

bis zu 50 Nukleotid-Einheiten erhalten wurden.[148-151] Deamer et al. erweiterten dies, indem 

sie diese Reaktion in multi-lamellenartigen Lipid-Vesikel durchführten. Die Lipid Matrix 

beschleunigte die Polymerisation, so konnten durch Hydrations- und Dehydrations-Zyklen 

Polymere mit 25-100 Einheiten erhalten werden.[152, 153]  

Nach erfolgreicher Bildung von Oligonukleotiden mit verschiedenen Sequenzen können die 

Einzelstränge über nicht-enzymatische, templat-vermittelte Polymerisation die Synthese der 

komplementären Stränge steuern und somit ein selbstreplizierendes System aufbauen. Für 

diesen Prozess wurden bereits attraktive Ansätze diskutiert.[66, 154]  

1.6. RNA-Modifikationen und der Ursprung der Translation 

Bevor die drei Domänen des Lebens und frühe Zellentwicklung entstehen konnte, musste 

sich ein primitives Translationssystem in der RNA-Welt entwickelt haben.[155] Die Evolution 

der Translation hat wahrscheinlich mit der Synthese von kurzen und zufälligen 

Peptidsequenzen begonnen, die eine begrenzte Anzahl an präbiotisch plausiblen 

Aminosäuren (A, D, E, G, I, L, P, S, T, V) besaßen.[156-159] Die Tatsache, dass Proteine 

ausschließlich in der Peripherie des Ribosoms zu finden sind, während RNA in Form von 

ribosomaler RNA (rRNA) das Peptidyltransferase-Zentrum bildet und die Funktion der tRNA-

Selektion ausübt, deutet darauf hin, dass das erste Translationssystem ausschließlich aus 

RNA bestand.[62, 156] Neben dem Translationsapparat musste auch der genetische Code 

bereits früh existiert haben. Dies würde bedeuten, dass Transfer-RNAs (tRNA) ebenfalls 

bereits in einem frühen Stadium der Evolution gebildet wurden.[155]  
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Abbildung 3. Strukturen von modifizierten Nukleosiden, die durch phylogenetische Studien als 

molekulare Fossile von LUCA identifiziert wurden sind.[160]  

Um nach Hinweisen für ein primitives Translationssystem zu suchen, können die Strukturen 

der rRNAs und tRNAs genauer betrachtet werden. Vor allem in tRNAs können eine Vielzahl 

an Modifikationen an den Nukleobasen und der Ribose gefunden werden. 18 dieser 

Modifikationen sind in den tRNAs aller drei Domänen des Lebens vorhanden und können 

somit als molekulare Fossile von LUCA betrachtet werden (Abbildung 3).[4, 160] Diese 

Modifikationen sind aus chemischer Sicht meistens relativ einfach. Es handelt sich meistens 

um Methylierungen an der 2‘-Position der Ribose oder an den Nukleobasen. Weitere 

Modifikationen umfassen Acetylierungen (ac4C), Thiolierungen (S5U), die Reduktion der 

Doppelbindungen von Uridin (Dihydrouridin, D) oder die Isomerisierung der Uracil-Ribose-

Verknüpfung (Pseudouridin, ). Die komplexeste Modifikation, N6-Threonylcarbamoyl-

Adenosin (t6A), enthält die Aminosäure Threonin, die über eine Harnstoffbrücke an Adenosin 

gebunden ist. [161-163] Diese Modifikation kann ausschließlich in der Position 37 nahe der 

Anticodon-Schleife gefunden werden und ist für die korrekte Ausbildung der Anticodon-

Schleife während der Translation verantwortlich.[164, 165] Es ist vorstellbar, dass Aminosäure-

modifizierte Nukleoside wie t6A Teil des primitiven Translationssystems waren. Diese 

Hypothese wird durch Carell et al. unterstützt, die zeigen konnten, dass N6-
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Glycinylcarbamoyl-Adenosin (G6A) und t6A unter präbiotisch plausiblen Bedingungen 

gebildet werden können.[166] In dem heutigen Translationsprozess werden Aminosäuren über 

5’-Aminoacyladenyate (aa-AMP) aktiviert und anschließend über eine Ester-Bindung mit der 

3’-Hydroxygruppe der Ribose verknüpft.[167] Diese Bindung kann unter basischen oder 

sauren Bedingungen leicht hydrolysiert werden.[168, 169] Es ist somit unwahrscheinlich, dass 

dieses System unter den harschen Bedingungen der frühen Erde in einem primitiven 

Translationsprozess zum Einsatz kam.  

Die Fragen, wie die Translation auf der frühen Erde entstanden sein könnte und wie die 

RNA-Welt in eine RNA-Peptid-Welt übergehen konnte, bleiben weiterhin einige der zentralen 

ungeklärten Fragen.[170] Vor kurzem wurden Prozesse entdeckt, die die nicht kodierte 

Verlängerung von Peptiden unter präbiotisch plausiblen Bedingungen erklären könnten.[171] 

Darüber hinaus berichteten Richert et al. über die templatgesteuerte Bildung von 

Peptidbindungen mit Hilfe von Aminosäuren-beladenen Nukleotiden. Allerdings konnten über 

diesen Mechanismus nur maximal Tripeptide gebildet werden.[172] Eine weitere Möglichkeit, 

wie Peptide mittels Aminosäure-modifizierter Nukleoside an der RNA synthetisiert werden 

können, wird in Abschnitt 3.1. diskutiert. 

1.7. Alternative zur RNA 

 

Abbildung 4. Strukturen von möglichen Vorläufer-Polymeren. 

In Anbetracht der zahlreichen Herausforderungen, die die Synthese von RNA unter 

präbiotischen Bedingungen mit sich bringt, sollte die Möglichkeit in Erwägung gezogen 

werden, dass RNA-Moleküle nicht die ersten genetischen Systeme auf der frühen Erde 

waren. Die Idee, dass die RNA ein Produkt chemischer Evolution ist und somit ein 

Nachfolger einer einfacheren „Proto-RNA“, wurde bereits 1987 von Orgel und Joyce 
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vorgeschlagen.[173] Nach dieser Theorie besteht die Möglichkeit, dass am Anfang der 

chemischen Evolution einfachere und besser verfügbare Moleküle allen drei strukturellen 

Komponenten der RNA vorrausgingen. Durch schrittweisen Austausch der Komponenten im 

Laufe der RNA-Evolution haben sich die vier kanonischen Nukleobasen, Ribose und 

Phosphat als Bausteine durchgesetzt. Es ist denkbar, dass während dieser Evolution eine 

Komponente mehrfach ausgetauscht wurde und auch mehrere Komponenten simultan 

ausgetauscht wurden. Demnach könnte eine Vielzahl intermediärer Proto-RNAs im Laufe der 

Entwicklung zur spezialisierten (kanonischen) RNA existiert haben.[174-177] Dies bedeutet, 

dass der chemische Raum der Proto-RNA Kandidaten fast grenzenlos erscheint. Ein 

Szenario, das einst von Leslie Orgel als eine „düstere Aussicht“ (gloomy prospect) 

beschrieben wurde.[178] Seitdem wurden bereits vielversprechende Vorschläge für potenzielle 

Vorläufer Strukturen entwickelt. 

Orgel und Joyce postulierten die Existenz von Vorläufer-Polymeren aus einfachen, flexiblen, 

möglicherweise prochiralen Nukleotidanaloga, die auf der frühen Erde leicht synthetisiert 

werden konnte und schnell polymerisieren konnten. Dabei schlugen sie acylische 

Nukleinsäuren vor, die von Glycerin abgeleitet sind.[173] Meggers et al. konnten dies 

experimentell validieren, indem sie zeigten, dass Glycol-Nukleinsäuren (GNA) in der Lage 

sind mit sich selbst und mit RNA antiparallele Duplexe zu formen (Abbildung 4).[179] Die 

Kreuzhybridisierung gilt als die essentielle Eigenschaft einer potentiellen Proto-RNA, 

wodurch ein effektiver Transfer von Information zwischen den Polymeren während der 

Evolution gesichert werden konnte.[180] Eschenmoser zeigte, dass Threose-Nukleinsäuren 

(TNA), welche aus 3‘,2‘-verknüpfte α-D-Threofuranosyl-Einheiten bestehen, ebenfalls diese 

Eigenschaft besitzen und Watson-Crick-Paarungen mit sich selbst und auch RNA eingehen 

können.[181, 182] Der C4-Zucker Threose ist aus präbiotischer Sicht einfacher zugänglich als 

Ribose, was es zu einem attraktiven Kandidaten macht. In den letzten Jahren wurde dieser 

Ansatz zudem durch die präbiotischen Synthesen von Threose-Nukleosiden gestärkt.[183, 184] 

Eines der radikalsten Vorschläge ist wohl die Peptid-Nukleinsäure (PNA), aufgebaut aus 

N-(2-Aminoethyl)glycin-Einheiten. Der große Vorteil der PNA ist Verwendung einer einzelnen 

Molekülspezies, um das gesamte Rückgrat des Polymers herzustellen. Auch Strukturen, die 

eine größere Ähnlichkeit mit Ribose aufweisen können in Betracht gezogen werden. 

„Kanonische“ Arabino-Nukleoside können präbiotisch in einer Reaktionssequenz mit 

furanosyl-Selektivität geformt werden.[185] Die Attraktivität der Arabinose-Nukleinsäuren (ANA) 

liegt neben der ähnlichen Tertiärstruktur zu RNA und DNA vor allem in der höheren 

hydrolytischen Stabilität des Phosphodiester Rückgrates.[186, 187]  

Eschenmoser konnte darüber hinaus zeigen, dass pyranosyl-RNA (p-RNA) im Vergleich zur 

kanonischen RNA deutlich stabilere Duplexe formen kann. Diese Beobachtung kann als ein 



Einleitung 

 

 

 
20 

Argument für den evolutionären Vorteil der RNA interpretiert werden, da eine optimale und 

nicht maximale Duplexstabilität benötigt wird. Die starke helikale Stabilität könnte zu eine 

Selbstinhibierung der p-RNA geführt haben, welche sie für eine Replikation unbrauchbar 

gemacht hat. [188, 189] 

 

Abbildung 5. Beispiele für plausible proto-RNA Komponenten a) Phosphodiester-Vorläufer b) 

Vorläufer Basenpaare. 

Es wird vermutet, dass die Phosphodiester-Bindung ebenfalls das optimale Produkt der 

molekularen Evolution ist. Die Esterbindung ist labil genug, damit Enzyme Nukleinsäuren 

hydrolysieren können und gleichzeitig schützt die negative Ladung das Phosphorzentrum vor 

nukleophilen Angriffen, um es gegen spontane Hydrolyse zu stabilisieren. Außerdem sorgt 

die gleichmäßig verteilte negative Ladung für die helikale Struktur der Nukleinsäuren und die 

Fähigkeit Watson-Crick-Basenpaarungen auszubilden.[175] Allerdings lassen die in Abschnitt 
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1.5. beschriebenen Probleme der geringen Verfügbarkeit von Phosphat und der 

thermodynamisch benachteiligten Kondensation darauf schließen, dass Phosphate nicht die 

erste Wahl während der Evolution waren. Hud präsentierte die Idee eines Proto-Rückgrates 

bestehend aus Formosereaktionsprodukten. Aldehyde können zwei Moleküle, die OH-

Gruppen enthalten, unter Bildung eines Acetals reversibel verknüpfen.[190] Bereits zuvor 

konnten Gao und Jones zeigen, dass die sogenannten Acetal-verknüpften Nukleinsäuren 

(aNA) in der Lage sind Duplexstrukturen mit RNA und DNA zu formen.[191, 192] Je nach 

Struktur der Aldehyd-Seitenkette können die aNA ebenfalls negativ geladen sein. Ein 

Beispiel hierfür sind Glyoxylat-Acetal-Nukleinsäuren (gaNA), die durch das Erhitzen von 

Nukleosiden, Glyoxylat und mono- oder bivalenten Kationen hergestellt werden können 

(Abbildung 5a).[193] Glyoxylat kann nachweislich unter präbiotisch plausiblen Bedingungen 

aus Glycolaldehyd 2 gebildet werden.[194] Hud et al. konnten zeigen, dass gaNA Duplexe 

sehr ähnliche helikale Eigenschaften wie RNA aufweisen und erstaunlich stabil gegenüber 

spontaner Hydrolyse sind.[193] Auch H-Phosphonate wurden als ein potentieller Vorläufer 

diskutiert. H-Phosphonatdiester-Bindungen können reversibel gebildet werden und könnten 

durch eine einfache Oxidation zur Phosphodiester-Bindung umgewandelt werden. Allerdings 

konnten bisher keine Beweise für eine präbiotisch plausible Bildung einer solchen 

Nukleinsäure gefunden werden.[175]  

Der älteste Vorschlag für ein nicht-kanonisches Proto-RNA Basenpaar stammt von Crick, der 

für ein primitives System, welches nur aus dem Purin-Purin-Basenpaar Adenin und 

Hypoxanthin bestand, warb (Abbildung 5b).[51] Grund dafür war die vergleichsweise 

einfache Bildung von Adenin unter präbiotischen Bedingungen (siehe Abschnitt 1.5)[78, 195] 

und der Möglichkeit dieses über Desaminierung zu Hypoxanthin zu überführen.[51] Allerdings 

konnte nachgewiesen werden, dass Duplexe, die aus Homo-Adenosin und Homo-Inosin-

Strängen bestehen, relativ instabil sind.[196] Später konnten Eschenmoser und Switzer jeweils 

zeigen, dass aufgrund ihrer Duplex-Stabilität Guanin-Isoguanin und Diaminopurin-Xanthin 

bessere Kandidaten für einen primitiven Code sind.[197-199] Auch Heterozyklyen, die nur 

geringe Ähnlichkeiten zu den kanonischen Strukturen aufweisen, können in Betracht 

gezogen werden. So schlug Miller Urazol und Guanazol aufgrund ihrer einfachen 

präbiotischen Zugänglichkeit und hohen Stabilität gegenüber UV-Strahlungen vor.[200] Hud et 

al. gingen noch einen Schritt weiter und postulierten, dass Information nicht zwangsläufig in 

Basenpaaren gespeichert wurde. Sie zeigten, dass 2,4,6-Triaminopyrimidin und Melamin mit 

Barbitursäure oder Cyanursäure in Lösung Hexaden bilden und sich zu Polymeren 

assemblieren können.[201] Die meisten dieser Beispiele basieren auf heterozyklischen 

Strukturen, die über mehrstufige präbiotische Synthesen gebildet werden. Es ist vorstellbar, 

dass das erste System zur Speicherung von Information auf einfacheren Strukturen basiert 
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war. Aus diesem Grund postulierten Okamura et al., dass Harnstoffe in Form von Biuret und 

Triuret durch intramolekulare Wasserstoffbrückenbindungen die planare Struktur der 

kanonischen Nukleobasen imitieren und somit ebenfalls in der Lage sind Watson-Crick-

Basenpaarungen einzugehen.[202]  

Somit steht eine Vielzahl an möglichen Kandidaten für alle drei strukturellen Komponenten 

einer potenziellen proto-RNA zur Verfügung. Allerdings besteht die übergreifende Frage, wie 

der Austausch der Komponenten stattgefunden hat. Eine mögliche Lösung wird im Rahmen 

dieser Arbeit diskutiert (Abschnitt 3). 
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2. Zielsetzung 

Der primäre Fokus dieser Arbeit lag auf der Untersuchung von plausiblen proto-RNA 

Basenpaarungssystemen. Nachdem gezeigt werden konnte, dass das N-Isoxazol-3-yl-

Harnstoff-Ribosid und die Formamidopyrimidin-Riboside durch intramolekulare Reaktionen 

zu den kanonischen Nukleosiden Cytidin, Adenosin und Guanosin umgewandelt werden 

können,[99] stellte sich die Frage, ob diese Strukturen Teil einer potentiellen Proto-RNA 

gewesen sein könnten (Abbildung 6). Diese könnten als ein alternatives Modell dienen, um 

den Übergang von einer Proto-RNA-Welt zu einer RNA-Welt zu erklären, bei dem ein 

Austausch der Basen-Komponente nicht notwendig war. 

 

Abbildung 6. Postuliertes Basenpaarungsverhalten der potentiellen Proto-Nukleobasen N-Isoxazol-3-

yl-Harnstoff IO3, 4,6-Diamino-5-formamidopyrimidin FaPyA und 2,6-Diamino-4-oxo-5-

formamidopyrimidin FaPyG. 

Die Kreuzhybridisierung mit RNA gilt als die wichtigste Eigenschaft, um die Plausibilität einer 

potentiellen Proto-RNA-Komponente zu ermitteln. Zu diesem Zweck sollten zunächst die 

Basenpaarungseigenschaften der Proto-Nukleobasen untersucht werden. Anschließend 

sollte der stereochemische Einfluss des RNA-Stranges (und des komplementären RNA-

Stranges) auf die intramolekularen Reaktionen untersucht werden. Zu einem besseren 

Verständnis des strukturellen und dynamischen Einflusses der Modifikation auf die RNA-

Struktur sollten NMR-Untersuchungen synthetischer Oligonukleotide, die die Proto-

Nukleobasen enthalten, in Kooperation mit der Arbeitsgruppe von Dr. Petra Rovó 

durchgeführt werden. Unerlässlich für diese Untersuchungen war die Entwicklung effizienter 

chemischer Syntheserouten, um die Phosphoramidit-Bausteine und in Referenzmoleküle in 

ausreichenden Mengenherzustellen. Im Zuge dessen sollte auch ein Vorläufermolekül für 

das kanonische Nukleosid Uridin identifiziert werden, welches unter präbiotisch plausiblen 

Bedingungen gebildet werden kann. Dieses Vorläufermolekül sollte anschließend ebenfalls 

auf die Fähigkeit Basenpaarungen einzugehen untersucht werden. 
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Abbildung 7. Schematische Darstellung eines templatbasierten, primitiven Peptidsynthese-Systems. 

Im zweiten Teil dieser Arbeit sollte der Einfluss von Aminosäure-modifizierten Nukleotiden in 

einer potentiellen RNA-Peptid-Welt untersucht werden. Hierzu sollte ein templatbasiertes, 

primitives Peptidsynthese-System entwickelt werden (Abbildung 7). Um diese Studien 

durchzuführen, sollten zunächst nicht-kanonische, Aminosäure-modifizierte Phosphoramidit-

Bausteine synthetisiert und anschließend in RNA-Oligomere inkorporiert werden. 

Anschließend sollte die Möglichkeit einer templatgesteuerten Peptidbildung untersucht 

werden. Ein besonderer Fokus sollte auf die Untersuchung präbiotisch plausibler Mittel zur 

Carbonsäureaktivierung gelegt werden. 
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3. Veröffentlichte Ergebnisse 

3.1. Ein präbiotisch plausibles Szenario einer RNA-Peptid-Welt 

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

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

Yin Chan, Alexander Pichler, Thomas Carell* 

Nature, 2022, 605, 279-284. 

† Beitrag der Autoren zu gleichen Teilen 

Für Hintergrundinformationen siehe Anhang I 

Prolog 

Die RNA-Welt Theorie geht davon aus, dass die RNA am Anfang der chemischen Evolution 

stand und dass katalytische Peptide in der Evolution viel später entstanden sind. Es stellt 

sich die Frage, wie die RNA-Welt zu einem Stadium überging, in dem Proteine die 

Katalysatoren des Lebens wurden. Es wird postuliert, dass statt einer reinen RNA-Welt eine 

RNA-Peptid-Welt existiert hat, in der neben der RNA auch zufällige, kurze Peptidsequenzen 

gebildet wurden. Dieses Manuskript zeigt, dass RNA mittels nicht kanonischer RNA-Basen, 

die heute in tRNAs und rRNAs zu finden sind und als molekulare Fossile der RNA-Welt 

gelten, eine primitive Form der Peptidsynthese durchführen konnten. Die Fähigkeit Peptide 

auf RNA zu bilden, ist ein Indiz für eine mögliche Co-Evolution von Nukleinsäuren und 

Peptiden und kann als ein Hinweis auf ein primitives Translationssystem gedeutet werden.     

Autorenbeitrag 

Siehe Publikation 

Lizenz 

Kopie der Open Access Publikation auf Basis der Creative Commons Attribution 4.0 

International License, die den kommerziellen Abdruck des Artikels erlaubt. 
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3.2. Isoxazol-Nukleoside als Bausteine für eine plausible Proto-RNA 

„Isoxazole Nucleosides as Building Blocks for a Plausible Proto-RNA” 

Felix Xu, Antony Crisp, Thea Schinkel, Romeo C. A. Dubini, Sarah Hübner, Sidney Becker, 

Florian Schelter, Petra Rovó, Thomas Carell* 

 Angew. Chem. Int. Ed., 2022, 61, e202211945.  

Für Hintergrundinformationen siehe Anhang II 

Prolog 

Aufgrund der strukturellen Komplexität des RNA-Moleküls ist es unwahrscheinlich, dass es in 

einem einzigen Evolutionsschritt gebildet wurde. Es wurde postuliert, dass zunächst Proto-

RNAs entstanden sind, die aus einfacheren Molekülen gebildet wurden, welche mit größerer 

Wahrscheinlichkeit bereits auf der frühen Erde vorhanden waren. In diesem Manuskript wird 

gezeigt, das Isoxazol-Nukleobasen, die ein zentrales Zwischenprodukt der präbiotischen 

Pyrmidin-Synthese sind,[99] die Fähigkeit besitzen mit G Watson-Crick-Paarung einzugehen. 

Darüber hinaus können diese Proto-Nukleobasen sich innerhalb des RNA-Stranges zu 

Cytidin umlagern. Die stereochemische Konfiguration des anomeren Zentrums am neu-

geformten Nukleosid, kann durch die Stereochemie der benachbarten Nukleotide gesteuert 

werden. Diese Ergebnisse zeigen, dass Isoxazol-Riboside potentielle Bausteine einer Proto-

RNA sein könnten.  

Autorenbeitrag 

Für diese Arbeit war ich für die Entwicklung und Durchführung der Synthesen für die 

Phosphoramidit-Bausteine zuständig. Außerdem führte ich die Entwicklung der RNA-

Festphasen Synthese Methoden zur Synthese der Stränge S1-S8, die Planungen der 

Experimente, den Verdau der RNA-Stränge mit anschließender massenspektrometrischer 

Analyse, die Messungen der Schmelzkurven durch. Des Weiteren war ich für die Auswertung 

der Ergebnisse und die Mitverfassung des Manuskripts zuständig. 

Lizenz 

Kopie der Open Access Publikation auf Basis der Creative Commons CC BY Lizenz, die den 

kommerziellen Abdruck des Artikels erlaubt. 
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3.3. Eine Isoxazol-basierte Proto-RNA 

„An Aminoisoxazole-Based Proto-RNA” 

Felix Xu†, Stefan Wiedemann†, Jonas Feldmann, Sidney Becker, Thomas Carell* 

ChemistryEurope 2023, e202300057. 

† Beitrag der Autoren zu gleichen Teilen 

Für Hintergrundinformationen siehe Anhang III 

Prolog 

Die RNA-Welt-Hypothese besagt, dass das Leben mit der Entwicklung der replizierenden 

und katalytisch aktiven RNA begann. Allerdings wurde postuliert, dass der RNA-Welt eine 

Zeit vorrausging, in der einfachere Strukturen als Hauptträger der genetischen Information 

fungierten. In dieser Arbeit wurde gezeigt, dass die Konstitutionsisomere 3-Aminoisoxazol 

und 5-Aminoisoxazol potentielle Proto-Nukleobasen sind. Beide Verbindungen können unter 

präbiotisch plausiblen Bedingungen ausgehend von den gleichen Startmaterialien gebildet 

werden. Darüber hinaus können die Proto-Nukleobasen, wenn sie in RNA inkorporiert 

wurden, durch eine intramolekulare Reaktionskaskade selektiv zu den kanonischen 

Pyrimidin-Nukleobasen C und U reagieren. Proto-RNAs, die auf Aminoisoxazol-Strukturen 

basieren, können als ein mögliches Modell für den Übergang von der Proto-RNA-Welt zu der 

RNA-Welt dienen, das kein Austausch der Basen-Komponente erfordert. 
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4. Unveröffentlichte Ergebnisse 

4.1. Prolog 

Es wurde lange Zeit angenommen, dass RNA aufgrund ihrer Fähigkeiten, sowohl Information 

zu speichern als auch die eigene Replikation zu katalysieren, eine zentrale Rolle in der 

Entstehung des Lebens spielte.[58] Die Suche nach de-novo Syntheserouten ausgehend von 

präbiotisch plausiblen Startmaterialien hat sich jedoch als schwierig erwiesen,[66] weswegen 

die Theorie aufgestellt wurde, dass das Molekül RNA selber auch ein Evolutionsprodukt ist 

und sich im Laufe der Abiogenese aus proto-RNAs entwickelt hat.[175] Die bereits berichteten 

präbiotischen Syntheserouten zu den RNA-Bausteinen (Abschnitt 1.5.1) konnten genutzt 

werden, um Strukturen zu identifizieren, die mit einer höheren Wahrscheinlichkeit auf der 

frühen Erde verfügbar waren. Es konnte bereits in den hier beschriebenen Publikationen 

gezeigt werden, dass die Pyrimidin-Vorläufermoleküle N-Isoxazol-Harnstoffe Teil einer Proto-

RNA gewesen sein könnten. Die N-Isoxazol-Harnstoffe könnten anschließend über eine 

intramolekulare Reaktion in die kanonischen Pyrimidin-Basen umgewandelt worden sein. Im 

Leben, wie wir es heute kennen, wird der Mechanismus der Informationsübertragung und der 

Informationsspeicherung durch die vier verschiedenen Nukleobasen der RNA und DNA (A, G, 

C, T/U) sichergestellt. Diese vier Nukleobasen sind in der Lage 64 (43) unterschiedliche 

Codons zu formen, die im Translationsprozess zu den 20 kanonischen Aminosäuren 

übersetzt werden. Es ist schwer vorstellbar, dass dieser Prozess und die Vielzahl der in der 

Natur vorkommenden Nukleinsäure Strukturen mit nur zwei verschiedenen Nukleobasen 

oder einer Klasse an Nukleobasen (nur Purine oder nur Pyrimidine) erhalten werden 

konnte.[175]  

 

Abbildung 8. Postulierte Proto-Watson-Crick-Basenpaare, die mit einer Steigerung der 

Basenpaarungs-Stabilität, zu den kanonischen Watson-Crick-Basenpaare reagieren. 
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Diese Tatsache regte uns an ein Purin-Vorläufermolekül zu identifizieren, welches ebenfalls 

in der Lage ist Basenpaarungen einzugehen und somit eine plausible Komponente einer 

potentiellen Proto-RNA sein kann. Wir postulierten, dass Formamidopyrimidine (FaPys) in 

der Lage sind mit Pyrimidin-Nukleobasen zu paaren und ähnlich wie N-Isoxazol-Harnstoffe 

(IO) durch eine einfache intramolekulare Reaktion zu den kanonischen Purin-Nukleobasen 

umgewandelt werden können. Darüber hinaus besteht die Möglichkeit, dass FaPys auch mit 

N-Isoxazol-Harnstoffen Basenpaare bilden könnten. Dies würde uns den Weg zu einem 

primitiven Polymer eröffnen, welches über Proto-Watson-Crick-Basenpaare Information 

speichern könnte (Abbildung 8). Dieses System könnte im Laufe der chemischen Evolution 

durch bestimmte äußere Reaktionsbedingungen und Selektionsdrücke (z.B. stabilere 

Basenpaarung) ohne Komponentenaustausch in die heutige RNA umgewandelt worden sein. 

Um dieses Model zu überprüfen, mussten zunächst die proto-Nukleoside 44 und 45 als 

Phosphoramdit-Bausteine 51-52 synthetisiert und anschließend in RNA inkorporiert werden 

(Schema 7).  

 

Schema 7. Synthesestrategie von Phosphoramidit-Bausteinen 51 und 52 und Inkorporation in RNA. 
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4.2. Ergebnisse und Diskussion 

 

Schema 8. Synthese der Nitropyrimidine 53 und 54. 

Für die erste Strategie zur Synthese der Phosphoramidite 51-52 sollten bereits etablierte 

Verfahren genutzt werden, die bereits zuvor in der Arbeitsgruppe von Prof. Thomas Carell für 

die Synthese der Deoxyribose-FaPy-Derivate verwendet wurden (Schema 7).[203, 204] Hierfür 

wurden zunächst die Nitro-Pyrimidine 53 und 54, nach modifizierten Vorschriften aus der 

Literatur, synthetisiert (Schema 8).[205-208] Das kommerziell erhältliche 4,6-Dichlor-5-nitro-

pyrimidin 55 wurde über eine Substitutionsreaktion mit Ammoniak (7 M in MeOH) zu 4-

Amino-6-chloro-5-nitropyrimidin 53 umgesetzt. Die Einführung einer Schutzgruppe für die 

exozyklische Aminofunktion stellte sich als schwierig heraus, da die Nitrogruppe den bereits 

elektronarmen Pyrimidinring zusätzlich deaktiviert. Es wurde an diesem Schritt der Synthese 

bewusst auf eine Schützung des N4-Amins verzichtet, mit der Hoffnung, dass das Amin nach 

der Reduktion der Nitrogruppe eine höhere Reaktivität aufweist oder dass aufgrund der 

geringen Reaktivität eine Schutzgruppe für die RNA-Synthese nicht benötigt wird. Der 

FaPyG-Baustein 54 wurde ausgehend von 2-Amino-4,5-dichloropyrimidin 56 über drei 

Schritte gewonnen. 56 wurde zunächst in Natriumhydroxid erhitzt, um 57 zu erhalten, 

welches wiederum zu 58 nitriert wurde. Im letzten Schritt wurde das N2-Amin mit 

Isobuttersäure geschützt, um 54 zu erhalten. 
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Schema 9. Erfolglose Synthese der Nukleoside 62-64. 

Im nächsten Schritt sollte die bereits in der Aminoisoxazol-Phosphoramidit-Synthese 

(Abschnitt 3) verwendete Azidoribose 59[209, 210] mit den Nitro-Pyrimidinen gekoppelt werden. 

Hierzu wurde zunächst die Azid-Gruppe zum Amin reduziert und über eine nukleophile 

aromatische Substitution mit den Nitro-Pyrimidinen umgesetzt. Allerdings konnte unter den 

Standardbedingungen die Bildung des Produktes 62 nicht beobachtet werden (Schema 9). 

Es wurde vermutet, dass die sterische Hinderung der TBS-Gruppe an der 2‘-Position die 

Reaktion beeinflusst. Infolgedessen wurden die sterisch weniger anspruchsvollen 

Schutzgruppen TOM ((Triisopropylsiloxy)methyl) 60 und TC (1,1-Dioxo-6-thiomorpholin-4-

carbothioat) 61 verwendet. Auch in Reaktionen mit diesen Azidoribose-Derivaten konnte die 

Bildung der Produkte 63-64 weder über LCMS noch über NMR beobachtet werden.  

Angesichts der Schwierigkeiten wurde eine alternative Syntheseroute entwickelt, in der erst 

das Nitro-Pyrimidin Nukleosid hergestellt wird, welches anschließend silyliert werden sollte 

(Schema 10). Hierzu wurde im ersten Schritt 6-Diaminopyrimidin 65 zu 4,6-Diamino-5-

nitropyrimidin 66 nitriert und anschließend über eine Vorbrüggen-Glykosylierung mit 1-O-

Acetyl-2,3,5-tri-O-benzoyl-β-D-ribofuranose 67 selektiv zu 68 umgesetzt.[211, 212] Als nächstes 

wurden die Benzoyl-Schutzgruppen mit Natriummethanolat abgespalten, um das Nukleosid 

69 (Klitozin) zu erhalten, welches anschließend an der 3‘- und 5‘-Position mit Di-tert-

butyldichlorsilan silyliert wurde. Schließlich konnte die TBS-Schutzgruppe selektiv an der 2‘-

Position eingeführt werden, allerdings konnte 71 bei der Umsetzung mit TBSCl lediglich in 

einer Ausbeute von 5 % erhalten werden. In der folgenden One-Pot-Reaktion zur Reduktion 

der Nitrogruppe und anschließender Formylierung mit Ameisensäure-Essigsäureanhydrid 

konnte das FaPy-Produkt 72 nur in Spuren durch LCMS-Messungen nachgewiesen werden.  
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Schema 10. Synthese des geschützten Nukleosids 72 und geplante Syntheseroute zum 

Phosphoramidit 51. 

Aufgrund der geringen Ausbeuten in diesen beiden Schritten wurde nach Alternativen 

gesucht. Es wurde vermutet, dass die Reaktivität der 2’-Hydroxygruppe durch den sterischen 

Anspruch des Nitropyrimidins und durch Wasserstoffbrücken-Wechselwirkungen negativ 

beeinflusst wird. Um dies zu umgehen, wurden zwei unterschiedliche Ansätze untersucht 

(Schema 11). Erstens wurde die Verwendung der flexibleren TOM-Schutzgruppe zur 

Schützung der freien 2’-Hydroxygruppe von 70 ausprobiert und zweitens wurde ein direkterer 

Ansatz erprobt, in dem zuerst die 5’-Hydroxygruppe von 69 selektiv mit DMTrCl geschützt 

wird und im nächsten Schritt nicht-regioselektiv silyliert wird. Allerdings konnte durch den 

ersten Ansatz keine Produktformation beobachtet werden, während im zweiten Ansatz 

lediglich das 3‘-geschützte Produkt 75 isoliert werden konnte. Aufgrund der Vielzahl an 

Schwierigkeiten, die mit der Synthese von 51 und 52 verbunden waren, wurde deshalb eine 

indirekte Methode untersucht, um die FaPy-Nukleobasen in RNA-Stränge inkorporieren zu 

können. 
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Schema 11.  Alternative Syntheseversuche, um die geringe Reaktivität der 2‘-Hydroxygruppe von 70 

zu umgehen. 

Es wurde bereits postuliert, dass die Stabilität von organischen Verbindungen, die zu 

Polymeren zusammengesetzt sind, generell die Stabilität der gleichen Verbindung in 

Monomerer-Form übersteigt. Somit könnten auf der frühen Erde insbesondere 

Makromoleküle, die über thermodynamisch ungünstige, Stabilitäts-steigernde Reaktionen 

entstehen, angereichert worden sein.[213] Im gleichen Zuge wurde vorgeschlagen, dass 

racemisches Ribose-5-phosphat[214, 215] (D und L) ebenfalls in der Lage war zu einem nicht-

genetischen Polymer zu oligomerisieren.[213, 216] Die Zucker, die durch Phosphodiester-

Bindungen verbunden waren, unterlagen spontanen Umesterungsreaktionen mit Selektion 

auf Stabilität.[213] Benachbarte präbiotische Ribosephosphate könnten dann 

Phosphodiesterbindungen gebildet haben und zu einem Zucker-Phosphat-Grundgerüst 

polymerisiert worden sein.[217] Intermolekulare Strukturen könnten durch den gelegentlichen 

Einbau von komplementären Nukleotiden oder durch die Beladung mit Nukleobasen weiter 

stabilisiert worden sein. Durch diesen Prozess konnten präbiotische Polymere und 

schließlich komplementäre Oligonukleotide angereichert worden sein.[213] Das von Yakhin 

entwickelte Modell war neben der ungeklärten Herkunft der Ribose, vor allem wegen des 

Glykosylierungs-Problems (Abschnitt 1.5.1) umstritten.[217, 218] Wir postulieren hier, dass 

Formamidopyrimidine und N-Isoxazol-Harnstoffe eine Lösung für das Glykosylierungs-

Problem sein könnten. 
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Abbildung 9. Vorgeschlagenes Konzept zur Beladung von abasischen Stellen mit Proto-Nukleobasen.  

Um dies zu Untersuchen und gleichzeitig die oben beschriebenen synthetischen 

Herausforderungen zu umgehen, sollten RNA-Stränge mit abasischen Stellen hergestellt 

werden, die anschließend mit den Proto-Nukleobasen beladen werden sollten (in-RNA 

Glykosylierung, Abbildung 9). Hierzu wurden zunächst die Vorläufer-Nukleobasen N-

Isoxazol-3-yl-Harnstoff 27 (IO3), N-Isoxazol-5-yl-Harnstoff 76 (IO5), 4,6-diamino-5-

formamidopyrimidin 43 (FaPyA) und 2,6-diamino-4-oxo-5-formamidopyrimidin 42 (FaPyG) 

nach bekannten Synthesevorschriften hergestellt.[98, 99, 210] Zusätzlich wurde die N-Harnstoff 

modifizierte Vorläufer-Nukleobase 77 nach leicht modifizierter Vorschrift von Antony Crisp 

hergestellt. Diese Proto-Nukleobase ist ein plausibler Vorläufer von N6-Methylcarbamoyl-

Adenosin[219] und der Modifikationen g6A und t6A.[220] 77 wurde ausgehend von dem 

kommerziell erhältlichen 4,6-Diamino-2-(methylthio)pyrimidin 78 hergestellt, welches im 

ersten Schritt mit Natriumnitrit zu 79 umgesetzt wurde (Schema 12). Darauf folgte eine 

Reduktion der Nitroso-Gruppe zu 80 und die Boc-Schützung der neu entstandenen 

Aminofunktion zu 81 mit einer Ausbeute von 92 %. Als nächstes wurde 81 mit 

Ethylchloroformiat zum Carbamat 82 umgesetzt, das anschließend mit ethanolischem 

Methylamin zum N-Methylharnstoff 83 reagiert. Schließlich wurde die Vorläufer-Nukleobase 

76 in zwei Schritten durch die Abspaltung der Boc-Gruppe mit TMS-Cl und anschließender 

Formylierung mit Natriumformiat in Ameisensäure mit einer Ausbeute von 79 % erhalten.  
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Schema 12. Synthese der N-Harnstoff modifizierten Vorläufer-Nukleobase 77 in Anlehnung an Antony 

Crisp.[220] 

Die abasischen Stellen sollten mit Hilfe eines von Leumann et al. beschriebenen 

Phosphoramidits in die Oligonukleotide eingeführt werden.[221] Die Strategie involvierte die 

photolabile Schutzgruppe 1-(2-Nitropenyl)ethyl (NPE), die nach der RNA-

Festphasensynthese abgespalten werden sollte, um das abasische Oligonukleotid zu 

erhalten. Diese wurde ausgehend von racemischem 1-(2-Nitrophenyl)ethanol 84 über eine 

Hilbert-Johnson-Reaktion an der 1-Position der β-D-Ribofuranose-1,2,3,5-tetraacetat 85 

installiert. Im nächsten Schritt wurden die Acetyl-Gruppen abgespalten und anschließend 

selektiv an der 5‘-Hydroxygruppe mit DMTrCl geschützt. In diesem Schritt konnten die 

Diastereoisomere (S)-88 und (R)-88 chromatographisch aufgetrennt werden. Für die 

nachfolgenden Schritte wurde nur das (R)-881 Isomer verwendet, welches als nächstes mit 

TOM-Cl zu 89 umgesetzt wurde. Das erwünschte Regioisomer konnte durch wiederholte 

Säulenchromatographie aufgereinigt werden. Im letzten Schritt wurde das Phosphoramidit 90 

durch eine Reaktion mit CED-Cl mit einer Ausbeute von 85 % erhalten. 90 wurde 

anschließend mittels RNA-Festphasensynthese erfolgreich in die Oligonukleotide S1NPE-

S2NPE eingebaut. 

 
1 Das chirale Zentrum hat keinen Einfluss auf die Abspaltung der NPE-Schutzgruppe nach der RNA-

Synthese. In beiden Fällen verläuft diese quantitativ. Zur Vereinfachung der Analysen wurde nur das 

(R)-87 Isomer für die folgenden Schritte verwendet. 
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Schema 13. Synthese des abasischen Phosphoramidits 89 nach Vorschrift von Leumann et al.[221] 

Als nächstes musste die NPE-Schutzgruppe abgespalten werden. Hierzu wurden die 

Oligonukleotide in ddH2O gelöst (100 µM) und bei Raumtemperatur mit einer Leica KL 1500 

LCD-Kaltlichtquelle ausgestattet mit einer 150 W Halogenlampe (>300 nm) bestrahlt. Zur 

Bestimmung der Entschützungskinetik wurden Proben nach 1 min, 5 min, 15 min, 30 min 

und 60 min entnommen und über RP-HPLC analysiert (Abbildung 10). Anhand dieser 

Ergebnisse wurde für die Entschützung eine Bestrahlungszeit von 2 h gewählt, um die 

Stränge S1-S2 zu erhalten. Überraschenderweise konnte während dieser Reaktion keine 

Fragmentierung der abasischen Stelle, durch β-Eliminierung oder der Bildung des 

Cyclophosphat-Intermediats beobachtet werden. Generell waren die Stränge S1NPE-S2NPE 

und S1-S2 erstaunlich stabil und konnten mehr als sechs Monate bei -20 °C, pH 6-8 ohne 

Zersetzung gelagert werden. Trotz dieser Erkenntnisse wurden S1NPE-S2NPE für die 

nachfolgenden Experimente jeweils frisch entschützt und aufgereinigt, um S1-S2 zu erhalten. 
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Abbildung 10. Entschützung der photolabilen Schutzgruppe NPE: HPLC-Chromatogramme (0-30% 

Puffer B in 45 min) der Reaktion und exponentieller Fit von Edukt und Produkt-Integrale der HPLC-

Chromatogrammen nach 1 min, 5 min, 15 min, 30 min und 60 min für a.) S1 und b) S2. 

Nach der erfolgreichen Synthese der Oligonukleotide S1-S2 konnten vorläufige Experimente 

zur Beladung der abasischen Stelle mit den Proto-Nukleobasen (in-RNA Glykosylierung) 

durchgeführt werden. Hierzu wurden die Oligonukleotide in einer Lösung aus 

50 mM Natriumborat Puffer (pH 8), 50 mM NaCl und 250 mM der Proto-Nukleobasen gelöst. 

Die Reaktionsansätze wurden über eine dry-down-Methode bei 30 °C in einem 

Thermoshaker inkubiert. Auch unter diesen Reaktionsbedingungen waren die 

Oligonukleotide S1-S2 überraschend stabil und zeigten auch nach 30 Tagen keine komplette 

Fragmentierung des Eduktes. Proben für MALDI- und RP-HPLC-Messungen wurden in 

regelmäßigen Zeitabständen entnommen. Dabei konnte die Bildung des Produktes S1FaPyA 

bereits nach 3 Tagen mit einer Ausbeute von 5 % (geschätzt über Integration der HPLC-
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Signale) beobachtet werden. Für die Kopplungen der Proto-Nukleobasen N-Isoxazol-3-yl-

Harnstoff 27 (IO3), N-Isoxazol-5-yl-Harnstoff 75 (IO5), 2,6-diamino-4-oxo-5-

formamidopyrimidin 42 (FaPyG) und 76 konnten bisher noch keine geeigneten Bedingungen 

gefunden werden. Hierzu finden aktuell laufende Studien im Arbeitskreis Carell statt. 

 

Abbildung 11. HPLC-Chromatogramm (0-40% Puffer B in 45 min) und MALDI-TOF Spektrum der 

Beladungsreaktion von S1 mit 43 nach 3 Tagen. 

Zusammenfassend konnte gezeigt werden, dass die abasische RNA unter präbiotisch 

plausiblen Bedingungen mit dem Proto-Nukleosid FaPyA beladen werden kann. Dieses 

Ergebnis könnte einen entscheidenden Beweis für das präbiotische Phosphodiester-Modell 

von Yakhin liefern.[213] Neben FaPyA 43 könnten die Proto-Nukleobasen 25, 42, 75 und 76 

ebenfalls Teil eines solchen Systems gewesen sein, um die intermolekularen Bindungen der 

Makromoleküle durch Wasserstoffbrücken-Bindungen zu stabilisieren. Um dies und die 

Plausibilität der FaPy-Nukleobasen als Komponente einer potentiellen Proto-RNA zu 

überprüfen können in künftigen Studien die Basenpaarungs- und physikochemischen-

Eigenschaften von FaPy-beladener RNA untersucht werden. 
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5. Experimenteller Teil 

5.1. Methoden 

Chemische Synthese 

Alle Reaktionen wurden, sofern nicht anders angegeben, mit Anwendung von Standard-

Schlenktechnik unter Stickstoff- oder Argonatmosphäre durchgeführt. Alle Glasgeräte wurden 

vor Gebrauch unter Hochvakuum mit einer Heißluftpistole bei 550 °C ausgeheizt und 

ausgekühlt. Für Reaktionen mit Flusssäure wurden Polypropylen Reaktionsgefäße 

verwendet. 

Chemikalien und Lösungsmittel 

Die verwendeten Chemikalien wurden von den Firmen Sigma Aldrich, Carbosynth, ABCR, 

Acros Organics, Merck und TCI Europe bezogen. Diese wurden, wenn nicht anders erwähnt, 

ohne weitere Aufreinigung verwendet. Für Synthesen wurden über Molsieb getrocknete 

Lösungsmittel der Firma Sigma-Aldrich verwendet, welche nur unter Schutzgasatmosphäre 

entnommen wurden. Zur Extraktion und Säulenchromatographie wurden, wenn nicht anders 

erwähnt, Lösungsmittel technischer Güte verwendet, die vorher in vacuo destilliert wurden. 

Dünnschichtchromatographie und Säulenchromatographie 

Für Reaktionskontrollen wurden Aluminium-Fertigplatten Kieselgel F254 von Merck verwendet. 

Die Visualisierung erfolgte durch Bestrahlung mit UV-Licht (λ254nm, 366nm) und/oder durch 

Anfärben mit Cer-Ammoniummolybdat-Lösung, Kaliumpermanganat-Lösung oder 

p-Anisaldehyd-Lösung. Die präparative Aufreinigung der Rohprodukte wurde durch 

Normalphasen-Säulenchromatographie unter Verwendung der Flash Methode mit Stickstoff-

Druck erreicht. Als stationäre Phase diente Kieselgel von Machery-Nagel oder Merck 

Millipore (Korngröße 40-63 µm oder 14-40 µm). Als mobile Phase wurden Lösungsmittel von 

technischer Güte verwendet, die vor der Verwendung in vacuo destilliert wurden. Fraktionen 

wurden je nach Ansatzgröße in Reagenzgläsern oder 50-300 mL Gefäßen gesammelt und 

über DC oder LC-MS analysiert 

Rotationsverdampfer 

Zur in vacuo Destillation der Lösemittel wurde ein Laborota 4000 der Firma Heidolph oder 

ein Rotavapor R-300 der Firma Büchi verwendet. Sofern nicht abweichend angegeben, 

wurden Lösemittel bei 45 °C entfernt. 
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Bidestilliertes Wasser 

Für HPLC-Aufreinigungen und für RNA-Experimente wurde Wasser verwendet, das zuvor 

über eine MilliQ-Anlage von Satorius aufgereinigt wurde. 

Lyophilisation 

Zum Entfernen der Lösemittel mittels Gefriertrocknung wurde eine Lyophille 2-4 LD plus der 

Firma Christ verwendet. Die Lösemittel wurden dabei zuvor mit flüssigem Stickstoff 

eingefroren. Benzen-haltige Proben wurden an der Schlenk-Line lyophilisiert. 

Schmelzpunktanalyse 

Für Schmelzpunktbestimmung kristalliner Feststoffe wurde ein Büchi Melting Point B-540 

Schmelzpunktmessgerät verwendet. 

pH-Meter 

Ein pH-Meter MP 220 der Firma Metter Toledo wurde für pH-Messungen verwendet. Dieses 

wurde vor jeder Messung mit einer pH = 4.0 und pH = 7.0 Standardlösung kalibriert. 

Infrarotspektroskopie (IR) 

Infrarotspektren wurden an einem FT-IR Spektrum BXII Spektrometer mit einem Smith Dura 

SampIIR II Diamant-ATR Sensor oder einem Shimadzu IRSpirit Spektrometer mit einem 

QATR-S Sensor aufgenommen. Feststoffe wurden dabei entweder direkt auf die ATR-Einheit 

gegeben und mit einem Stempel auf der ATR-Einheit verdichtet oder zuvor in wenig Aceton 

gelöst. Ein Tropfen der Lösung wurde auf die ATR-Einheit aufgetragen und das Lösemittel 

verdampft. Öle und flüssige Substanzen wurden als Filme aufgetragen. Absorptionsbanden 

wurden in Wellenzahlen (cm-1) angegeben. Der Messbereich lag zwischen 4000 cm-1 und 

650 cm-1. Die Intensität der Signale wurden mit s (stark), m (medium), w (schwach) 

angegeben.  

Kernresonanzspektroskopie (NMR) 

NMR-Spektren zur Produkt- und Reaktionskontrolle wurden an einem Bruker Ascend 400 

oder einem Bruker Ascend 500 aufgenommen. Eindimensionale 1H-, 13C-, 31P-NMR-Spektren 

und zweidimensionale 1H- und 13C-NMR-Spektren wurden von der Analytik Abteilung für 

Kernresonanzspektroskopie des Departments Chemie der Ludwig-Maximilians-Universität 

München mit Hilfe eines Varian Inova 400, Bruker ARX 600 oder Bruker Avance III HD 800 

angefertigt. Als interner Standard wurden deuterierte Lösungsmittel der Firmen Sigma-

Aldrich und Eurisotop verwendet. Die chemischen Verschiebungen δ für 1H und 13C-Spektren 

wurden in parts per million (ppm) angegeben und Kopplungskonstanten J sind jeweils in 
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Hertz (Hz) angegeben. Die Multiplizitäten der Signale wurden als s (Singulett), d (Dublett), t 

(Triplett), q (Quartett) oder m (Multiplett) und deren Kombinationen angegeben.  

Massenspektrometrie (LC-MS, HR-ESI, HR-EI, Orbitrap, QExactive, MALDI) 

LC-MS Messungen zur Reaktionskontrolle wurden an einem MSQ Plus Spektrometer von 

Thermo Scientific mit einem Dionex Ultimate 3000 LC-System durchgeführt.  

Hochauflösende Massenspektren (HRMS) wurden von der Analytik-Abteilung der Ludwig-

Maximilians-Universität München, Department Chemie (Haus F) gemessen. ESI-

Massenspektren wurden an einem Finnigan LTQ FTICR aufgenommen und EI-

Massenspektren wurden an einem Joel JMS-700 spectrometer aufgenommen. Für die 

Analyse von Oligonukleotiden wurde ein Bruker Autoflex II-Gerät mit einem time-of-flight 

Detektor verwendet. Die Proben wurden auf einem 0.025 µm VSWP Filter (Millipore) mit 

ddH2O entsalzt und anschließend mit einer HPA-Matrix (3-Hydroxypicolinsäure in ddH2O mit 

10 mg/mL Diammoniumcitrat) co-kristallisiert. Präbiotische Reaktionskontrollen wurden über 

ESI-LC-MS zunächst durch ein Dionex Ultimate 3000 HPLC-System der Firma Thermo 

Scientific chromatographisch aufgetrennt und anschließend an einer LTQ Orbitrap XL von 

Thermo Finnigan analysiert. Chromatographische Auftrennung wurde an einer C18-Säule 

(Interchim Uptisphere120 3HDO) von Interchim mit einer Flussrate von 0.15 mL/min und 

einer Säulentemperatur von 30 °C durchgeführt. Zur Elution wurde ein 2 mM HCOONH4 

Puffersystem (Puffer A: 2 mM HCOONH4 in H2O (pH 5.5) und Puffer B: 2 mM HCOONH4 in 

H2O/ACN 20/80 (pH 5.5)) mit einem Gradienten von 0-4 % in 35 min verwendet. Die Elution 

wurde mit einem Dionex Ultimate 3000 Diode Array Detektor der Firma Thermo Scientific 

überwacht. RNA-Verdau Experimente wurden mit Hilfe eines Thermo Scientific QExactive HF 

Massenpektrometers gekoppelt an einem Thermo Scientific Vanquish System analysiert. 

Chromatographische Auftrennung wurde an einer eine C18-Säule (Interchim Uptisphere120 

3HDO) von Interchim mit einer Flussrate von 0.2 mL/min und einer Säulentemperatur von 

30 °C durchgeführt. Zur Elution wurde ein 2 mM HCOONH4 Puffersystem (Puffer A: 2 mM 

HCOONH4 in H2O (pH 5.5) und Puffer B: 2 mM HCOONH4 in H2O/ACN 20/80 (pH 5.5)) mit 

einem Gradienten von 0-15 % in 18 min verwendet. Die Elution wurde bei 223, 243 and 260 

nm über einen Thermo Scientific Vanquish Diode Array Detektor überwacht. 

High Performance Liquid Chromatography (HPLC) 

Analytische HPLC-Untersuchungen wurden an einem 1260 Infinity II 800 bar System der 

Firma Agilent Infinitylab mit einem G7165A Detektor und einer Flussrate von 1.0 mL/min 

durchgeführt. Für die Auftrennung wurde eine C18-Säule (EC 250/4 Nucleodur 100-3 C18ec) 

von Machery-Nagel verwendet. Zur semi-präparativen Aufreinigung wurde ein 1260 Infinity II 

Manual Preparative 400 bar System von der Firma Agilent Infinitylab mit einem G7114A 
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Detektor und einer Flussrate von 5.0 mL/min verwendet. Als stationäre Phase wurde eine 

C18-Säule (VP 250/10 Nucleodur 100-5 C18ec) von Machery-Nagel verwendet. Für die 

Aufreinigung und Analyse von Oligonukleotiden wurde ein 100 mM NEt3/AcOH Puffersystem 

verwendet (Puffer A: 100 mM NEt3/AcOH in H2O (pH 7) und Puffer B: 100 mM HCOONH4 in 

H2O/ACN 20/80 (pH 7)). Für die Aufreinigung und Analyse von niedermolekularen 

Verbindungen wurde ein 2 mM HCOONH4 Puffersystem (Puffer A: 2 mM HCOONH4 in H2O 

(pH 5.5) und Puffer B: 2 mM HCOONH4 in H2O/ACN 20/80 (pH 5.5)) verwendet. 

Oligonukleotid Synthese 

Oligonukleotide wurden im 1 µmol - 2 µmol Maßstab im DMT-OFF-Modus an einem 394 

DNA/RNA Synthesizer von Applied Biosystems durchgeführt. Die verwendeten 

Phosphoramidite der kanonischen Nukleoside Bz-A-CE, Ac-C-CE, Dmf-G-CE und U-CE 

wurden von LinkTech oder Sigma-Aldrich bezogen. Als Festphasenmaterial wurde RNA 

SynBaseTM CPG 1000/110 und High Load Glen UnySupportTM verwendet. Die 

Phosphoramidite wurden in Acetonitril (≥ 99.8 %, 100 mM) gelöst. Dichloressigsäure (DCA) 

wurde als Entschützungsreagenz in Dichlormethan, BTT, ETT oder Activator 42® als 

Aktivator in ACN, Ac2O als Capping-Reagenz in Pyridin/THF und I2 als Oxidationsmittel in 

Pyridin/H2O verwendet. Für die Entschützung der RNA-Oligonukleotide wurde die Kartusche 

nach der Synthese zunächst unter Hochvakuum getrocknet, anschließend wurde das CPG-

Trägermaterial in ein Mikroreaktionsgefäß (2 mL Eppendorf) überführt. die Festphase wurde 

in einer wässrigen 1:1 Mischung (0.5 mL) aus 30 % NH4OH und 40 % MeNH2 suspendiert. 

Die Suspension wurde bei 65 ºC erhitzt (25 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 Überstände wurden vereinigt, unter 

vermindertem Druck an einer SpeedVac Plus von Thermo Life Sciences eingeengt und durch 

Lyophilisation getrocknet. Der Rückstand wurde in DMSO (100 µL) resuspendiert und mit 

HF•Triethylamin (98 %, 125 µL) versetzt. Die Lösung wurde bei 65 °C, für 2.5 h, bei 750 rpm 

inkubiert. Anschließend wurde das Gemisch auf 0 °C gekühlt, NaOAc (3 M in ddH2O, 25 µL) 

wurde hinzugegeben und vermischt. n-Butanol (1 mL) wurde hinzugeben und die RNA wurde 

2 h lang bei -80 °C gefällt. Anschließend wurde das Gemisch bei 4 °C für 1 h zentrifugiert, 

der Überstand entfernt und der farblose Rückstand mittels Lyophilisation getrocknet. Die 

Absorption der synthetisierten Oligonukleotide 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 

Oligonukleotide, die nicht-kanonische Basen enthalten, wurde angenommen, dass die 

Extinktionskoeffizienten identisch zu den kanonischen Basen sind. 



Experimenteller Teil 

 

 
64 

UV-Vis-Spektroskopie  

Für UV-Vis-spektroskopische Messungen wurde ein JASCO V650 Photospektrometer 

verwendet. Als Blindprobe zur Basislinienbestimmung vor den Messungen wurde das 

jeweilige Lösungsmittel der Probe verwendet. 

5.2. Synthesevorschriften und Analytik 

4-Amino-6-chloro-5-nitropyrimidin (53)  

 

Zu einer Lösung von 4,6-Dichlor-5-nitro-pyrimidin 55 (6.00 g, 30.9 g, 1.00 eq.) in trockenem 

THF (45 mL) wurde NaHCO3 (2.60 g, 30.9 g, 1.00 eq.) hinzugegeben. Das 

Reaktionsgemisch wurde bei 55 °C für 30 min erhitzt, bevor NH3 (7 M in Methanol, 4.90 mL, 

34.0 mmol, 1.10 eq.) zugegeben wurde. Das resultierende Gemisch wurde bei 55 °C für 

weitere 18 h erhitzt. Das entstandene Präzipitat wurde abfiltriert und mit THF gewaschen, um 

53 (3.82 g, 21.9 mmol, 71 %) als gelblichen Feststoff zu erhalten.  

Rf = 0.33 (iHex:EtOAc = 2:1); 1H NMR (400 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 8.37 (s, 1H); 13C 

NMR (101 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 159.9, 155.0, 151.6, 114.9; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3306 

(w), 3142 (w), 1959 (w), 1651 (w), 1579 (m), 1519 (s), 1482 (s), 1396 (m), 1341 (s), 1233 (s), 

1042 (s), 982 (w), 963 (s), 862 (s), 786 (s), 777 (s), 750 (m), 714 (w), 667 (w); HRMS (ESI): 

berechnet für C4H4ClN4O2
+ [M+H]+: 175.0017, gefunden: 175.0019. 

2-Amino-6-chlor-3H-pyrimidin-4-on (57) 

 

2-Amino-4,6-dichloropyrimidin 56 (10.0 g, 61.0 mmol, 1.0 eq.) wurde in einer NaOH-Lösung 

(1 M, 140 mL) für 1.5 h unter Rückfluss erhitzt. Anschließend wurde das Reaktionsgemisch 

auf 0 °C gekühlt, bevor das Produkt durch Zugabe von Essigsäure (15 mL) präzipitiert wurde. 

Der Feststoff wurde abfiltriert und mit Wasser gewaschen, um 57 (9.15 g, 62.9 mmol, quant.) 

als gelbliche Kristalle zu erhalten.  
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1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 11.58 (s, 1H), 7.16 (s, 2H), 5.55 (s, 2H); 13C NMR 

(126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 163.2, 159.3, 156.1, 99.2; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3455 (w), 

3269 (w), 3110 (m), 2917 (m), 2768 (m), 1644 (s), 1608 (s), 1559 (s), 1484 (s), 1398 (m), 

1370 (s), 1230 (m), 1158 (m), 1117 (w), 1026 (w), 982 (s), 907 (m), 864 (m), 795 (s), 756 (m), 

719 (m), 635 (s), 585 (s), 562 (s), 420 (s); HRMS (ESI): berechnet für C4H3ClN3O- [M-H]-: 

143.99646, gefunden: 143.99703. 

2-Amino-6-chlor-5-nitro-3H-pyrimidin-4-on (58) 

 

2-Amino-6-chlor-3H-pyrimidin-4-on 57 (10.0 g, 68.7 mmol, 1.0 eq.) wurde portionsweise zu 

einer Lösung aus Schwefelsäure (konz., 46 mL) und Salpetersäure (konz., 19 mL) bei 0 °C 

gegeben und für 1 h gerührt. Anschließend wurde die Reaktionslösung in ein Eis-Wasser 

Gemisch (150 mL) geschüttet. Das Gemisch wurde über Nacht bei 5 °C gelagert, 

anschließend wurde der Feststoff abfiltriert, mit eiskaltem Wasser gewaschen und getrocknet, 

um 58 (12.0 g, 62.9 mmol, 92 %) als gelblichen Feststoff zu erhalten. 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 12.16 (s, 1H), 8.56 (s, 1H), 7.12 (s, 1H); 13C NMR 

(126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 155.1, 154.2, 153.2, 126.7; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3305 (m), 

3176 (s), 1638 (s), 1558 (m), 1446 (m), 1365 (s), 1336 (m), 1267 (s), 1125 (s), 1045 (s), 854 

(m), 798 (m), 776 (s), 724 (m), 690 (s), 664 (s), 615 (s), 527 (s); HRMS (ESI): berechnet 

C4H2ClN4
- [M-H]-: 188.98207, gefunden: 188.98154. 

N-(6-Chlor-3,4-dihydro-5-nitro-4-oxo-2-pyrimidinyl)isobutyramid (54) 

 

2-Amino-6-chlor-5-nitro-3H-pyrimidin-4-on 58 (2.92 g, 15.3 mmol, 1.00 eq.) wurde in 

Isobuttersäure (48.0 mL, 291 mmol, 19.0 eq.) suspendiert, zwei Tropfen konz. 

Schwefelsäure wurden zugegeben und das Reaktionsgemisch wurde bei 100 °C für 1 h 

gerührt. Anschließend wurde das Gemisch auf 50 °C gekühlt, Methanol (100 mL) wurde 

vorsichtig hinzugeben und für weitere 3 h bei Raumtemperatur gerührt. Das Methanol wurde 
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in vacuo entfernt und der Rückstand bei 5 °C für 48 h gelagert. Das präzipitierte Produkt 

wurde abfiltriert, mit kaltem Methanol gewaschen und getrocknet, um 54 (3.85 g, 14.8 mmol, 

97 %) als gelbe Kristalle zu erhalten. 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 12.41 (s, 1H), 2.74 (sep, 1H, 3J = 6.9 Hz), 1.32 (s, 

1H), 1.11 (d, 6H, 3J = 6.9 Hz, 6H); 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 180.7, 152.9, 

151.4, 150.9, 131.8, 35.1, 18.6; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3308 (w), 3150 (m), 1661 (s), 1595 (s), 

1522 (s), 1459 (s), 1387 (m), 1351 (m), 1313 (m), 1249 (m), 1223 (m), 1177 (m), 1132 (s), 

1042 (s), 953 (m), 917 (s), 872 (m), 832 (m), 782 (s), 749 (s), 724 (s), 687 (s), 625 (s), 591 

(s), 537 (s), 500 (s), 425 (s); HRMS (ESI): berechnet für C8H8ClN4O4
- [M-H]-: 259.02341, 

gefunden: 259.02393. 

1-Azido-2-O-(1,1-dioxo-1𝝀6-thiomorpholine-4-carbothioat)-3,5-O-di-tertbutylsilyl-

β-D-ribofuranose (61) 

 

6-Azido-2,2-di-tert-butyltetrahydro-4H-furo[3,2-d][1,3,2]dioxasilin-7-ol (2.88 g, 9.13 mmol, 

1.00 eq.) wurde in DCM gelöst (14 mL). Zu der Lösung wurde 1,1'-Thiocarbonyldiimidazol 

(1.79 g, 10.0 mmol, 1.10 eq.) und eine katalytische Menge DMAP (56.4 mg, 503 µmol, 

0.06 eq.) gegeben. Die Reaktionslösung wurde zunächst 3 h bei Raumtemperatur und 

anschließend 1 h bei 50 °C gerührt. Anschließend wurde 1,1-Dioxothiomorpholine (1.36 g, 

10.0 mmol, 1.10 eq.) in DCM (15 mL) hinzugegeben und das Gemisch bei Raumtemperatur 

über Nacht gerührt. Das Lösungsmittel wurde in vacuo entfernt, der Rückstand aus ACN 

umkristallisiert und mit kaltem ACN gewaschen. Das Rohprodukt wurde anschließend 

chromatographisch (Silikagel, iHex:EtOAc = 5:1 → 1:1 → 0:1) aufgereinigt, um 61 (2.25 g, 

4.57 mmol, 50 %) als einen farblosen Feststoff zu erhalten. 

Rf = 0.23 (iHex:EtOAc = 5:1); 1H NMR (400 MHz, CDCl3):   (ppm) = 5.49-5.47 (d, 3J = 4.5 Hz, 

2H), 4.86 (dd, 3J = 12.2 Hz, 3J = 7.1 Hz, 1H), 4.51 (d, 3J = 14.4 Hz, 1H), 4.45 (dd, 3J = 8.6 Hz, 

3J = 4.4 Hz, 1H), 4.32 (td, 3J = 10.3 Hz, 3J = 9.1 Hz, 3J = 5.3 Hz, 1H), 4.23 (dd, 3J = 9.3 Hz, 

3J = 4.6 Hz, 1H), 4.14-3.92 (m, 3H), 3.30-2.90 (m, 4H), 1.07 (s, 9H), 0.98 (s, 9H); 13C NMR 

(101 MHz, CDCl3):  (ppm) = 187.0, 93.7, 82.5, 76.1, 74.7, 68.5, 51.9, 51.5, 48.5, 43.7, 27.5, 

27.2, 22.9, 20.3; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2925 (w), 2856 (w), 2123 (w), 1492 (m), 1477 (w), 1463 
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(w), 1449 (w), 1438 (w), 1408 (w), 1385 (w), 1359 (w), 1319 (w), 1301 (w), 1276 (s), 1250 (w), 

1230 (s), 1190 (s), 1161 (w), 1124 (s), 1091 (m), 1061 (s), 1049 (s), 1041 (s), 1014 (m), 983 

(w), 949 (w), 935 (w), 923 (s), 885 (w), 865 (m), 847 (w), 824 (s), 812 (s), 796 (w), 744 (s), 

722 (w), 713 (w), 705 (w), 667 (w); HRMS (ESI): berechnet für C18H33N4O6S2Si+ [M+H]+: 

493.1605, gefunden: 493.1606. 

4,6-Diamino-5-nitropyrimidin (66) 

 

6-Diaminopyrimidine 65 (1.50 g, 13.6 mmol, 1.00 eq.) wurde portionsweise zu einer eiskalten 

Lösung von Schwefelsäure (konz., 10 mL) gegeben. Zu der Reaktionslösung wurde 

Salpetersäure (konz., 8 mL) tropfenweise hinzugegeben, während die Temperatur unter 

50 °C gehalten wurde. Die Suspension wurde für 15 min bei Raumtemperatur gerührt und 

anschließend in ein Eis-Wasser Gemisch (150 mL) gegeben. Anschließend wurde 

Ammoniumhydroxid zugegeben bis der pH-Wert 9-10 betrug. Das Gemisch wurde über 

Nacht bei 5 °C gelagert, anschließend wurde der Feststoff abfiltriert, mit eiskaltem Wasser 

gewaschen und getrocknet, um 66 (2.11 g, 13.6 mmol, quant.) als einen weißen Feststoff 

erhalten. 

1H NMR (400 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 8.48 (s, 2H), 8.42 (s, 2H), 7.87 (s, 1H); IR (ATR): ṽ 

(cm-1) = 3450 (m), 3260 (w), 2973 (m), 2630 (w), 2035 (w), 1614 (s), 1551 (s), 1533 (s), 1513 

(s), 1395 (m), 1371 (s), 1340 (w), 1251 (s), 1177 (s), 1128 (w), 1012 (s), 905 (w), 813 (s), 

794 (s), 736 (w), 705 (w), 668 (w); HRMS (EI): berechnet für C4H5N5O2
+ [M]+: 155.0443, 

gefunden: 155.0438. 

6-Amino-5-nitro-4-[(2,3,5-tri-O-benzoyl-β-D-ribofuranosyl)amino]pyrimidin (68) 
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4,6-Diamino-5-nitropyrimidine 66 (1.00 g, 6.45 mmol, 1.00 eq.) wurde bei 0 °C in trockenem 

Acetonitril gelöst (17 mL). Anschließend wurde Triethylamin (0.90 mL, 6.49 mmol, 1.01 eq.) 

und TMSOTf (2.30 mL, 12.9 mmol, 2.00 eq.) tropfenweise hinzugegeben. Nachdem 1 h bei 

Raumtemperatur gerührt wurde, wurde 1-O-Acetyl-2,3,5-tri-O-benzoyl-β-D-ribofuranose 67 

(3.25 g, 6.45 mmol, 1.00 eq.) hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde langsam auf 

Raumtemperatur erwärmt und anschließend 25 h gerührt. Anschließend wurde die Reaktion 

mit einer eiskalten Mischung aus Acetonitril/Ammoniumhydroxid (10/1, 44 mL) gequencht 

und mit Wasser und Ethylacetat versetzt. Die wässrige Phase wurde mit Ethylacetat 

(3 × 100 mL) extrahiert und die vereinten organischen Phasen wurden mit einer ges. NaCl-

Lösung (50 mL) gewaschen, über MgSO4 getrocknet, filtriert und unter verminderten Druck 

eingeengt. Das Rohprodukt wurde anschließend über Säulenchromatographie (Silikagel, 

iHex:EtOAc = 1:1) aufgereinigt, um 68 (3.03 g, 5.06 mmol, 78 %) als einen hellgelben 

Feststoff zu erhalten. 

Rf = 0.41 (iHex:EtOAc = 1:1); 1H NMR (600 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 9.62 (d, 3J = 8.2 Hz, 

1H), 8.61 (br s, 1H), 8.55 (brs, 1H), 8.05 (s, 1H), 8.03-7.38 (m, 15H), 6.36 (dd, 3J = 8.3 Hz, 

3J = 5.0 Hz, 1H), 6.00 (dd, 3J = 6.0 Hz, 3J = 4.9 Hz, 1H), 5.93-5.89 (t, 1H), 4.67-4.60 (m, 2H), 

4.60-4.54 (m, 1H); 13C NMR (151 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 165.5, 164.7, 159.1, 158.5, 

156.5, 133.9, 133.8, 133.6, 129.3, 129.2, 128.8, 128.7, 128.6, 112.5, 83.9, 78.0, 74.0, 71.0, 

63.9; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3449 (w), 3330 (w), 3060 (w), 1720 (s), 1600 (m), 1575 (s), 1514 

(m), 1450 (w), 1353 (w), 1314 (w), 1244 (s), 1176 (w), 1092 (s), 1068 (s), 1024 (s), 1000 (m), 

893 (w), 825 (w), 798 (m), 705 (s), 685 (s), 667 (m); HRMS (ESI): berechnet für C30H26N5O9
+ 

[M+H]+: 600.1725, gefunden: 600.1722. 

6-Amino-5-nitro-4-(β-D-ribofuranosylamino)pyrimidine (69) 

 

68 (1.61 g, 2.69 mmol, 1.00 eq.) wurde in Dioxan (13 mL) und Methanol (64 mL) gelöst. Eine 

frisch hergestellte Natriummethanolat-Lösung (1 M in Methanol, 0.4 mL, 539 µmol, 0.20 eq.) 

wurde tropfenweise bei 0 °C hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde langsam auf 

Raumtemperatur erwärmt und über Nacht gerührt. Anschließend wurde der pH-Wert durch 
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Zugabe von Dowex® 50W-X 8 (H+-Form) auf 6-7 eingestellt und das Lösungsmittel in vacuo 

entfernt. Der Rückstand wurde über Säulenchromatographie (Silikagel, DCM:MeOH = 85:15) 

aufgereinigt, um 69 (735 mg, 2.56 mmol, 95%) als einen farblosen Feststoff zu erhalten. 

Rf = 0.29 (DCM:MeOH = 85:15); 1H NMR (600 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 9.29 (d, 

3J = 7.7 Hz, 1H), 8.57 (s, 2H), 8.00 (s, 1H), 5.78 (dd, 3J = 7.7 Hz, 3J = 3.6 Hz, 1H), 5.21 (d, 

3J = 5.4 Hz, 1H), 5.08 (t, 3J = 5.0 Hz, 1H), 4.93 (d, 3J = 5.9 Hz, 1H), 4.07 (q, 3J = 5.3 Hz, 1H), 

3.92 (td, 3J = 5.1 Hz, 3J = 3.5 Hz, 1H), 3.79 (dt, 3J = 5.7 Hz, 3J = 3.0 Hz, 1H), 3.54 (ddd, 

3J = 11.6 Hz, 3J = 4.8 Hz, 3J = 3.3 Hz, 1H), 3.45 (ddd, 3J = 11.7 Hz, 3J = 5.3 Hz, 3J = 2.8 Hz, 

1H); 13C NMR (151 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 159.3, 158.6, 155.8, 111.8, 86.1, 83.9, 74.9, 

69.9, 60.3; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3438 (w), 3320 (w), 3123 (w), 2207 (w), 1976 (w), 1644 (m), 

1601 (s), 1514 (s), 1347 (w), 1301 (m), 1238 (s), 1151 (m), 1111 (m), 1022 (s), 898 (w), 868 

(m), 823 (m), 794 (s), 742 (w), 661 (s), HRMS (ESI): berechnet für C9H14N5O6
+ 

[M+H]+:288.0939, gefunden: 288.0940.  

6-Amino-5-nitro-4-[(3,5-O-di-tert-butylsilyl-β-D-ribofuranosyl)amino]pyrimidin 

(70) 

 

Zu einer Lösung von 69 (1.02 g, 3.55 mmol, 1.00 eq.) in DMF (50 mL) wurden Di-tert-

butyldichlorsilan (0.90 mL, 4.26 mmol, 1.20 eq.) und AgNO3 (1.45 g, 8.52 mmol, 2.40 eq.) 

zugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde auf 0 °C gekühlt und anschließend Triethylamin 

(1.20 mL, 8.66 mmol, 2.44 eq.) tropenweise hinzugegeben. Das resultierende Gemisch 

wurde für 2 h bei 0 °C gerührt. Das Präzipitat wurde abfiltriert und das Filtrat in vacuo 

eingeengt. Der Rückstand wurde über Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 

1:1 → 1:2) aufgereinigt, um 70 (1.28 g, 2.99 mmol, 84 %) als einen farblosen Feststoff zu 

erhalten. 

Rf = 0.46 (iHex:EtOAc = 1:2); 1H NMR (800 MHz, CDCl3):  (ppm) = 10.23 (d, 3J = 8.0 Hz, 

1H), 8.47 (br s, 1H), 8.14 (s, 1H), 6.29 (dd, 3J = 8.0 Hz, 3J = 4.4 Hz, 1H), 6.16 (s, 1H), 4.43 (t, 

3J = 4.3 Hz, 1H), 4.41-4.36 (m, 1H), 4.15-3.98 (m, 2H), 3.99-3.90 (m, 1H), 1.08 (s, 9H), 1.04 
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(s, 9H); 13C NMR (201 MHz, CDCl3):  (ppm) = 160.1, 159.0, 157.1, 82.0, 77.6, 73.1, 69.1, 

67.8, 27.5, 27.4, 22.9, 20.5; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3292 (w), 2932 (w), 2892 (w), 2857 (w), 

2360 (w), 2186 (w), 1727 (w), 1664 (w), 1621 (m), 1583 (s), 1515 (m), 1470 (w), 1386 (w), 

1360 (w), 1273 (w), 1241 (m), 1203 (w), 1146 (m), 1104 (m), 1038 (s), 1011 (w), 971 (w), 938 

(s), 901 (w), 879 (w), 855 (w), 825 (s), 794 (s), 745 (s); HRMS (ESI): berechnet für 

C17H30N5O6Si+ [M+H]+: 428.1960, gefunden: 428.1960. 

6-Amino-5-nitro-4-[(2-tert-butyldimethylchlorsilyl-3,5-O-di-tert-butylsilyl-β-D-

ribofuranosyl)amino]pyrimidin (71)  

 

70 (498 mg, 1.16 mmol, 1.00 eq.) wurde in DMF (13 mL) gelöst. Zu der Lösung wurden 

Imidazol (403 mg, 5.86 mmol, 5.05 eq.) und tert-Butyldimethylchlorsilan (213 mg, 1.41 mmol, 

1.22 eq.) gegeben. Das resultierende Gemisch wurde für 23 h bei Raumtemperatur gerührt. 

Anschließend wurde weiteres tert-Butyldimethylchlorsilan (213 mg, 1.41 mmol, 1.22 eq.) 

hinzugegeben und das Reaktionsgemisch bei 55 °C für 48 h erhitzt. Das Gemisch wurde mit 

Wasser und Ethylacetat verdünnt. Die wässrige Phase wurde mit Ethylacetat (3 × 100 mL) 

extrahiert. Die vereinten organischen Phasen wurden mit einer ges. NaCl-Lösung (50 mL) 

gewaschen, über MgSO4 getrocknet und unter verminderten Druck eingeengt. Der 

Rückstand wurde über Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 4:1 → 2:1 → 1:1) 

aufgereinigt, um 71 (30.2 mg, 55.7 µmol, 5 %) als einen farblosen Feststoff zu erhalten. 

Rf = 0.61 (iHex:EtOAc = 5:1); 1H NMR (800 MHz, CDCl3):  (ppm) = 9.02 (d, 3J = 7.0 Hz, 1H), 

8.46 (s, 1H), 8.08 (s, 1H), 6.09 (s, 1H), 5.84 (d, 3J = 7.0 Hz, 1H), 4.44 (dd, 3J = 9.2 Hz, 

3J = 5.1 Hz, 1H), 4.25 (d, 3J = 4.4 Hz, 1H), 4.12 (td, 3J = 10.1 Hz, 3J = 5.1 Hz, 1H), 3.95-3.87 

(m, 2H), 1.11-1.04 (m, 9H), 1.02 (s, 9H), 0.94 (s, 9H), 0.16 (d, 3J = 16.7 Hz, 6H); 13C NMR 

(201 MHz, CDCl3):  (ppm) = 160.0, 159.0, 155.9, 89.9, 76.3, 74.0, 68.7, 27.4, 27.2, 26.0, 

22.9, 20.5, 18.5, -4.1, -4.8; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3424 w), 2924 (m), 2854 (m), 2190 (w), 2179 

(w), 2168 (w), 2160 (w), 2017 (w), 1712 (s), 1646 (w), 1580 (s), 1520 (w), 1472 (w), 1358 (s), 

1290 (w),1249 (m), 1220 (s), 1141 (m), 1110 (s), 1058 (s), 1008 (s), 937 (w), 890 (m), 846 (s), 
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827 (s), 798 (m), 791 (m), 778 (s), 756 (m),732 (w), 694 (w), 672 (w); HRMS (ESI): berechnet 

für C23H44N5O6Si2+ [M+H]+: 542.2825, gefunden: 542.2824. 

4,6-Diamino-2-(methylthio)-5-nitrosopyrimidin (78) 

 

Zu einer Lösung aus 4,6-Diamino-2-(methylthio)pyrimidin 78 (22.0 g, 141 mmol, 1.00 eq.) in 

Essigsäure (90 mL) und Wasser (910 mL) wurde Natriumnitrit (21.4 g, 319 mmol, 2.20 eq.) 

portionsweise bei 0 °C gegeben. Die Reaktionslösung wurde zunächst bei 0 °C für 1 h und 

anschließend 4 h bei Raumtemperatur gerührt. Das Präzipitat wurde abfiltriert, mit Wasser 

gewaschen und unter Hochvakuum getrocknet, um 78 (21.3 g, 115 mmol, 82 %) als ein 

blaues Pulver zu erhalten. 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 10.17 (s, 1H), 8.98 (s, 1H), 8.40 (s, 1H), 8.00 (s, 

1H), 2.46 (s, 3H); 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 178.6, 164.3, 145.8, 138.9, 13.6; 

IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2360 (m), 1527 (s), 1320 (m), 1284 (s), 1199 (s), 964 (m), 955 (s), 784 

(s), 668 (w), 639 (s), 554 (s), 495 (s), 413 (w); HRMS (EI): berechnet für C5H7N5OS+ 

[M]+: 185.03713, gefunden: 185.03653. 

4,5,6-Triamino-2-methylthiopyrimidin (79) 

 

78 (13.0 g, 70 mmol, 1.00 eq.) wurde in Wasser (80 mL) und Essigsäure (40 mL) gelöst. 

Zinkpulver (18.4 g, 281 mmol, 4.00 eq.) wurde bei 0 °C hinzugegeben. Das 

Reaktionsgemisch wurde langsam über 3 h auf Raumtemperatur erwärmt und anschließend 

über Celite abfiltriert. Der pH-Wert des Filtrats wurde durch Zugabe von Ammoniumhydroxid 

auf pH 9 gebracht. Daraufhin wurde das Filtrat bei 0 °C über Nacht gelagert und das 

gebildete Präzipitat mit kaltem Wasser gewaschen, um 79 (8.49 g, 49.6 mmol, 71 %) als 

einen farblosen kristallinen Feststoff zu erhalten. 
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1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 5.68 (s, 4H), 3.52 (s, 2H), 2.31 (s, 3H); 13C NMR 

(126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 157.0, 152.8, 102.8, 13.2; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2970 (w), 

1738 (s), 1303 (m), 1228 (s), 1217 (s), 1023 (s), 993 (s), 824 (m), 763 (s), 441 (s), 435 (s), 

418 (s), 406 (s); HRMS (ESI): berechnet für C5H10N5S+ [M+H]+: 172.06514, gefunden: 

172.06515. 

tert-Butyl-(4,6-diamino-2-(methylthio)pyrimidin-5-yl)carbamat (80) 

 

Zu einer Lösung aus 79 (8.40 g, 49.0 mmol, 1.00 eq.) in tert-Butanol (240 mL) wurde Di-tert-

butyldicarbonat (11.6 mL, 54.0 mmol, 1.10 eq.) tropfenweise hinzugegeben. Anschließend 

wurde das Reaktionsgemisch für 3 h bei 60 °C gerührt und auf Raumtemperatur abgekühlt. 

Das Präzipitat wurde abfiltriert. Das Filtrat wurde auf 100 mL eingeengt, zentrifugiert und der 

Überstand entfernt. Die vereinigten Präzipitate wurde mit kaltem tert-Butanol gewaschen und 

unter Hochvakuum getrocknet, um 80 (12.3 g, 45.3 mmol, 92 %) in Form eines farblosen 

Feststoffes zu erhalten. 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 7.56 (s, 1H), 5.84 (s, 4H), 2.34 (s, 3H), 1.42 (s, 

9H); 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) =164.8, 159.8, 153.9, 92.5, 78.5, 28.2, 13.3; IR 

(ATR): ṽ (cm-1) = 3510 (s), 3446 (w), 3336 (m), 3266 (s), 2996 (w), 2981 (w), 1704 (s), 1603 

(s), 1556 (s), 1375 (s), 1386 (w), 1366 (m), 1327 (m), 1303 (m), 1266 (m), 1240 (s), 1153 (s), 

1053 (m), 1018 (m), 952 (m), 899 (m), 820 (m), 784 (m), 751 (w), 616 (m), 560 (m), 497 (w), 

456 (m), 426 (s); HRMS (EI): berechnet für C10H17N5O2S+ [M]+: 271.11030, gefunden: 

271.11005. 

tert-Butyl-ethyl-(6-amino-2-(methylthio)pyrimidin-4,5-yl)carbamat (81) 
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80 (12.3 g, 45.3 mmol, 1.00 eq.) wurde in Pyridin (100 mL) gelöst und Ethylchloroformiat 

(6.47 mL, 68.0 mmol, 1.50 eq.) bei 0 °C tropfenweise hinzugegeben. Die Reaktionslösung 

wurde für 3 h auf 60 °C erhitzt. Anschließend wurde das Lösungsmittel unter verminderten 

Druck entfernt und der Rückstand mittels Säulenchromatographie (Silikagel, DCM:MeOH = 

99:1) aufgereinigt, um 81 (7.03 g, 20.5 mmol, 45 %) in Form eines farblosen Feststoffes zu 

erhalten. 

Rf = 0.30 (DCM:MeOH = 99:2); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):  (ppm) = 7.35 (s, 1H), 7.06 (s, 

1H), 5.27 (s, 2H), 4.24 (q, J = 7.2 Hz, 2H), 2.43 (s, 3H), 1.44 (s, 9H), 1.30 (t, J = 7.2 Hz, 3H); 

13C NMR (126 MHz, CDCl3):  (ppm) = 168.2, 161.5, 153.8, 151.1, 149.8, 128.3, 123.7, 102.5, 

81.0, 62.5, 28.2, 14.3, 14.2; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2359 (w), 1717 (m), 1602 (m), 1366 (s), 

1333 (m), 1307 (m), 1237 (s), 1161 (m), 1095 (m), 1033 (s), 909 (m), 882 (m), 826 (m), 773 

(m), 730 (s), 701 (m), 668 (m), 582 (m), 413 (m); HRMS (EI): berechnet für C13H21N5O4S+ 

[M]+: 343.13143, gefunden: 343.13068. 

tert-Butyl-(4-amino-2-(methylthio)-6-(3-methylureido)pyrimidin-5-yl)carbamate 

(82) 

 

81 (1.00 g, 2.91 mmol, 1.00 eq.) wurde in einem Druckröhrchen in Methylamin (33 % in 

MeOH, 10 mL) suspendiert. Das Reaktionsgemisch wurde für 3 h bei 50 °C erhitzt. 

Anschließend wurde das Lösungsmittel unter reduziertem Druck entfernt und der Rückstand 

mittels Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 5:1 → 4:1 ) aufgereinigt, um 82 

(84.0 mg, 256 µmol, 9 %) in Form eines farblosen Feststoffes zu erhalten. 

Rf = 0.33 (iHex:EtOAc = 4:1); 1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 8.77 (q, J = 4.8 Hz, 

1H), 7.78 (s, 1H), 7.69 (s, 1H), 6.67 (m, 2H), 2.75 (d, J = 4.7 Hz, 3H), 2.42 (s, 3H), 1.42 (s, 

9H); 13C NMR (126 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 165.8, 160.7, 154.2, 153.3, 94.7, 79.3, 28.0, 

26.1, 13.6; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3433 (w), 2970 (w), 2930 (w), 1740 (s), 1720 (s), 1671 (m), 

1625 (m), 1595 (m),  1533 (s), 1487 (s), 1416 (m), 1392 (m), 1366 (s), 1339 (m), 1290 (m), 

1231 (s), 1217 (s), 1152 (s), 1080 (m), 1051 (m), 991 (m), 962 (m) 905 (m), 834 (w), 801 (m), 

783 (w), 765 (s), 694 (m), 616 (s), 527 (m), 504 (m), 458 (m), 406 (m); HRMS (EI): berechnet 

für C12H20N6O3S+ [M]+: 328.13176, gefunden: 328.13089. 
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1-(5,6-Diamino-2-(methylthio)pyrimidin-4-yl)-3-methylharnstoff (76) 

 

Zu einer Lösung aus 82 (50 mg, 152 µmol, 1.00 eq.) in Methanol (4 mL) wurde 

Trimethylsilylchlorid (3 mL, 23.6 mmol, 155 eq.) hinzugegeben. Die resultierende Lösung 

wurde für 2 h bei Raumtemperatur gerührt und anschließend das Lösungsmittel unter 

reduziertem Druck entfernt. Der Rückstand wurde in DCM (4 mL) resuspendiert und das 

Gemisch zentrifugiert. Der Überstand wurde entfernt, der Rückstand unter Hochvakuum 

getrocknet und in Ameisensäure (200 µL) gelöst. Natriumformiat (12.5 mg, 184 µmol, 

1.20 eq.) wurde hinzugegeben und das Gemisch für 2 h bei 50 °C erhitzt. Das Lösungsmittel 

wurde unter reduziertem Druck entfernt und der Rückstand in Wasser (1 mL) suspendiert. 

Das Gemisch wurde zentrifugiert, der Überstand wurde entfernt und der Rückstand unter 

Hochvakuum getrocknet, um 76 (31.1 mg, 121 µmol, 79 %) in Form eines farblosen 

Feststoffes zu erhalten. 

1H NMR (500 MHz, DMSO-d6):  (ppm) = 8.93 (q, J = 4.7 Hz, 1H), 8.76 (s, 1H), 8.19 (s, 1H), 

8.07 (s, 1H), 6.75-6.70 (m, 2H), 2.75 (d, J = 4.6 Hz, 3H), 2.42 (s, 3H); 13C NMR (126 MHz, 

DMSO-d6):  (ppm) = 166.6, 161.7, 160.3, 154.4, 153.5, 92.9, 26.0, 13.6; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 

3390 (w), 3275 (w), 3161 (w), 2970 (w), 1739 (m), 1708 (m), 1672 (s), 1651 (s), 1600 (m), 

1495 (s), 1437 (m), 1342 (s), 1296 (m), 1264 (m), 1230 (m), 1217 (m), 1161 (m), 1139 (m), 

1039 (m), 1073 (m), 997 (m), 899, (w), 870 (w), 799 (m), 758 (s), 622 (s), 584 (s), 527 (s), 

467 (m), 448 (m), 423 (m); HRMS (EI): berechnet für C8H12N6O2S+ [M]+: 256.07424, 

gefunden: 256.07361. 

1’-[-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]-2’,3’,5’-tri-O-acetyl-ribofuranose (85) 
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β-D-Ribofuranose-1,2,3,5-tetraacetat 84 (11.6 g, 36.5 mmol, 1.22 eq.) wurde unter Stickstoff 

Atmosphäre zu einer Lösung aus 1-(2-Ntrophenyl)ethanol (5.00g, 29.9 mmol, 1.00 eq.) in 

Acetonitril (225 mL) gegeben. Das resultierende Gemisch wurde auf -20 °C gekühlt und 

Trimethylsilyltrifluormethansulfonat (1.90 mL, 10.5 mmol, 0.35 eq.) tropfenweise über 1 h 

hinzugegeben. Nach 4 h wurde das Reaktionsgemisch mit Ethylacetat (300 mL) verdünnt 

und mit einer ges. NaHCO3-Lösung (2 × 100 mL) gewaschen. Die wässrige Phase wurde 

anschließend mit Ethylacetat (2 × 100 mL) extrahiert und die vereinten organischen Phasen 

wurden über Na2SO4 getrocknet und unter verminderten Druck eingeengt. Der Rückstand 

wurde über Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 3:1 → 2:1 → 1:1 → 1:2) 

aufgereinigt, um 85 (10.5 g, 24.6 mmol, 82 %) als ein gelbliches Öl zu erhalten. Das Produkt 

wurde als Diastereomerengemisch charakterisiert. 

Rf = 0.21 (iHex:EtOAc = 3:1); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):  (ppm) = 7.98-7.92 (m, 2H), 7.70-

7.76 (m, 2H), 7.69-7.61 (m, 2H), 7.42 (m, 2H), 5.42 (q, J = 6.4 Hz, 1H), 5.38-5.35 (m, 2H), 

5.30 (dd, J = 4.8 Hz, J = 1.1 Hz, 1H), 5.25 (dd, J = 4.8 Hz, J = 1.1 Hz, 1H), 5.20 (dd, 

J = 7.1 Hz, J = 4.8 Hz, 1H), 5.17 (d, J = 1.1 Hz, 1H), 4,73 (brs, 1H), 4.35-4.27 (m, 2H), 4.23-

4.16 (m, 1H), 4.02 (dd, J = 11.8 Hz, J = 3.7 Hz, 1H), 3.63 (dd, J = 11.8 Hz, J = 6.6 Hz, 1H), 

2.14 (s, 3H), 2.11 (s, 3H), 2.05 (s, 3H), 2.04 (s, 3H), 2.02 (s, 3H), 1.92 (s, 3H), 1.55 (d, 

J = 6.0 Hz, 3H), 1.53 (d, J = 6.0 Hz, 3H); 13C NMR (126 MHz, CDCl3):  (ppm) = 170.8, 170.6, 

169.9, 169.8, 169.8, 169.78, 148.6, 147.4, 139.6, 138.4, 133.9, 133.6, 128.6, 128.5 128.2, 

128.1, 124.5, 124.2, 104.1, 103.1, 78.6, 78.4, 75.0, 74.9, 71.6, 71.5, 71.2, 70.1, 64.7, 64.4, 

24.0, 22.6, 21.0, 20.7, 20.7, 20.6, 20.6, 20.6; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2360 (m), 1743 (s), 1526 

(m), 1368 (m), 1214 (s), 1041 (m), 962 (m), 898 (m), 855 (w), 789 (w), 749 (w), 707 (w), 668 

(w), 602 (w), 429 (w), 424 (w), 418 (w), 413 (w), 402 (w); HRMS (ESI): berechnet für 

C19H23NNaO10
+ [M+Na]+: 448.12197, gefunden: 448.12151. 

1’-[-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]-ribofuranose (86) 

 

Zu einer Lösung aus 85 (10.3 g, 24.2 mmol, 1.00 eq.) in Methanol (12 mL) wurde Na2CO3 

(2.57 g, 24.2 mmol, 1.00 eq.) hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde über Nacht bei 
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Raumtemperatur gerührt und anschließend mit Ethylacetat (400 mL) verdünnt. Das Gemisch 

wurde mit einer ges. NaHCO3-Lösung (4 × 150 mL) gewaschen, die vereinten organischen 

Phasen über MgSO4 getrocknet und in vacuo eingeengt. Der Rückstand wurde mittels 

Säulenchromatographie (Silikagel, EtOAc) aufgereinigt, um 86 (5.07 g, 16.9 mmol, 70 %) als 

einen farblosen Feststoff zu erhalten. Das Produkt wurde als Diastereomerengemisch 

charakterisiert. 

Rf = 0.27 (EtOAc); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):  (ppm) = 7.96-7.89 (m, 2H), 7.79-7.70 (m, 

4H), 7.57-7.49 (m, 2H), 5.17 (dq, J = 15.8 Hz, J = 6.4 Hz, 2H), 5.05 (d, J = 4.3 Hz, 1H), 4.96 

(d, J = 4.4 Hz, 1H), 4.90 (d, J = 1.0 Hz, 1H), 4.91-4.78 (m, 2H), 4.69 (t, J = 5.5 Hz, 1H), 4.42 

(d, J = 1.0 Hz, 1H), 4.37 (t, J = 5.5 Hz, 1H), 3.92 (td, J = 6.9, 4.7 Hz, 1H), 3.82-3.72 (m, 4H), 

3.66 (td, J = 6.0, 4.3 Hz, 1H), 3.56 (ddd, J = 11.6 Hz, J = 5.6 Hz, J = 3.7 Hz, 1H), 3.40 (dt, 

J = 11.7 Hz, J = 5.9 Hz, 1H), 3.26 (ddd, J = 11.4 Hz, J = 5.6 Hz, J = 4.4 Hz, 1H), 3.01 (dt, 

J = 11.6 Hz, J = 5.9 Hz, 1H), 1.43 (d, J = 2.8 Hz, 3H), 1.41 (d, J = 2.6 Hz, 3H); 13C NMR (126 

MHz, CDCl3):  (ppm) = 148.4, 147.2, 139.1, 137.9, 133.7,133.4, 128.7, 128.4, 128.3, 128.1, 

123.9, 123.8, 105.6, 104.7, 83.7, 83.7, 74.7, 74.3, 71.1, 70.9, 69.5, 68.5, 63.1, 62.9, 23.7, 

22.3; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2359 (w), 1523 (m), 1346 (m), 1090 (m), 1023 (s), 997 (s), 855 (m), 

823 (w), 433 (m), 422 (m), 415 (m), 409 (m), 402 (m); HRMS (ESI): berechnet für 

C13H17NNaO7
+ [M+Na]+: 322.09027, gefunden: 322.08986. 

1’-[-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]- 5’-[(4,4’-dimethoxy)triphenyl]-ribofuranose (87) 

 

DMT-Cl (8.58 g, 25.3 mmol, 1.50 eq.) wurde 30 min unter Hochvakuum getrocknet und 

anschließend zu einer Lösung aus 86 (5.05 g, 16.9 mmol, 1.00 eq.) in Pyridin (50 mL) 

hinzugegeben. Das Gemisch wurde für 2 h bei Raumtemperatur gerührt und anschließend 

das Lösungsmittel unter reduziertem Druck entfernt. Das Rohprodukt wurde mittels 

Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 3:1 → 2:1→ 1:1 + 1‰ NEt3) aufgereinigt, 

um das (R)-Isomer (R)-87 (3.50 g, 5.83 mmol, 35 %) und das (S)-Isomer (S)-87 (3.35 g, 

5.58 mmol, 33 %) als gelbliche Öle zu erhalten. 
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(R)-Isomer: 

Rf = 0.42 (iHex:EtOAc= 2:1 + 1‰ NEt3); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):  (ppm) = 7.87 (dd, 

J = 8.1 Hz, J = 1.3 Hz, 1H), 7.71 (dd, J = 8.0 Hz, J = 1.5 Hz, 1H), 7.63 (td, J = 7.6 Hz, 

J = 1.3 Hz, 1H), 7.45-7.27 (m, 6H), 7.18-7.14 (m, 4H), 6.84-6.80 (m, 4H), 5.31 (q, J = 6.3 Hz, 

1H), 5.08 (s, 1H), 4.26-4.22 (m, 1H), 4.09-4.08 (m, 1H), 3.97-3.90 (m, 1H), 3.79 (s, 6H), 3.57-

3.54 (m, 1H), 3.37- 3.33 (m, 1H), 1.53 (d, J = 6.5 Hz, 3H); 13C NMR (126 MHz, CDCl3):  

(ppm) = 171.4, 158.8, 149.0, 147.8, 147.5, 139.6, 139.4, 133.5, 130.1, 130.1, 129.3, 128.4, 

128.3, 128.0, 127.9, 127.2, 124.3, 113.3, 106.5, 83.9, 81.6, 75.8, 71.3, 71.0, 62.8, 55.4, 22.8; 

IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2359 (w), 1608 (m), 1523 (m), 1508 (s), 1488 (m), 1445 (w), 1342 (m), 

1297 (m), 1247 (s), 1175 (s), 1089 (s), 1030 (s), 953 (s), 855 (m), 828 (s), 789 (s), 750 (s), 

701 (s), 679 (s), 606 (s), 584 (s), 467 (m), 434 (m), 425 (m), 403 (m); HRMS (ESI): berechnet 

für C34H34NO9
- [M-H]-: 600.22391, gefunden: 600.22461. 

1’-[-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]-5’-[(4,4’-dimethoxy)triphenyl-2’-(triisopropylsilyloxy) 

methyl]-ribofuranose (88) 

 

Zu einer Lösung aus (R)-87 (4.12 g, 6.85 mmol, 1.00 eq.) in 1,2-Dichlorethan (70 mL) 

wurden DIPEA (3.58 mL, 20.54 mmol, 3.00 eq.) und Bu2SnCl2 (2.08 g, 6.85 mmol, 1.00 eq.) 

gegeben. Die Lösung wurde für 1 h bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde TOM-

Cl (1.75 mL, 7.53 mmol, 1.10 eq.) hinzugegeben und die Lösung für weitere 30 min bei 80 °C 

gerührt. DCM (100 mL) wurde zum abgekühlten Gemisch gegeben und mit einer ges. 

NaHCO3-Lösung (2 × 150 mL) gewaschen. Die wässrige Phase wurde anschließend mit 

DCM (2 × 150 mL) extrahiert und die vereinten organischen Phasen über MgSO4 getrocknet. 

Das Lösungsmittel wurde unter reduziertem Druck entfernt und das Rohprodukt mittels 

wiederholter Säulenchromatographie (Silikagel, iHex:EtOAc = 1:6→ 1:4 + 1‰ NEt3) 

aufgereinigt, um das 2‘-geschützte Produkt 88 (3.73 g, 4.73 mmol, 70 %) in Form eines 

gelblichen Gels zu isolieren. 
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Rf = 0.34 (iHex:EtOAc= 4:1 + 1‰ NEt3); 1H NMR (500 MHz, CDCl3):  (ppm) = 7.87-7.84 (m, 

1H), 7.73-7.71 (m, 1H), 7.39-7.11 (m, 11H), 6.86-6.82 (m, 2H), 6.80-6.73 (m, 2H), 5.39 (q, 

J = 6.3 Hz, 1H), 5.20 (d, J = 2.0 Hz, 1H), 5.13 (d, J = 4.8 Hz, 1H), 5.01 (d, J = 4.8 Hz, 1H), 

4.25 (q, J = 5.1 Hz, 1H), 4.16-4.09 (m, 1H), 3.97 (q, J = 4.7 Hz, 1H), 3.79 (s, 6H), 3.12 (dd, 

J = 10.0 Hz, J = 4.7 Hz, 1H), 2.97 (dd, J = 10.0 Hz, J = 4.5 Hz, 1H), 2.91 (d, J = 6.3 Hz, 1H), 

1.51 (d, J = 6.5 Hz, 3H), 1.10-1.06 (m, 21H); 13C NMR (126 MHz, CDCl3):  (ppm) = 158.5, 

147.2, 145.0, 139.6, 136.3, 136.2, 133.4, 130.2, 129.3, 128.7, 128.4, 128.0, 127.9, 127.8, 

127.7, 127.2, 126.8, 124.2, 113.3, 113.1, 105.3, 90.9, 86.1, 84.2, 83.3, 72.0, 71.8, 64.2, 55.4, 

55.3, 23.2, 18.0, 12.0; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 3952 (w), 2970 (m), 2943 (m), 2866 (m), 2359 (s), 

1738 (s), 1608 (m), 1576 (w), 1559 (w), 1526 (m), 1508 (s), 1445 (w), 1365 (s), 1300 (m), 

1247 (s), 1228 (s), 1217 (s), 1175 (m), 1034 (s), 957 (m), 882 (m), 855 (m), 827 (m), 788 (m), 

747 (m), 701 (m), 684  (m), 668 (m), 583 (m), 454 (m), 441 (w), 429 (m), 413 (m); HRMS 

(ESI): berechnet für C44H57NNaO10Si+ [M+Na]+: 810.36494, gefunden: 810.36490. 

1’-[-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]-5’-[(4,4’-dimethoxy)triphenyl-2’-(triisopropylsilyloxy) 

methyl]-ribofuranose-3’-(2-cyanoethyldiisopropylphosphoramidit) (89) 

 

Das geschützte Nukleosid 88 (200 mg, 254 µmol, 1.00 eq.) wurde durch Lyophilisation aus 

Benzen (3 ×) vorgetrocknet und bei 0 °C unter Ar-Atmosphäre in DCM (2.5 mL) gelöst. 

DIPEA (177 µL, 1.02 mmol, 4.00 eq.) und CED-Cl (142 µL, 635 µmol, 4.00 eq.) wurden 

tropfenweise hinzugegeben. Die resultierende Lösung wurde für 2 h bei Raumtemperatur 

gerührt und anschließend mit wässriger ges. NaHCO3-Lösung (50 mL) gequencht. Die 

wässrige Phase wurde mit DCM (3 × 50 mL) extrahiert. Anschließend wurden die vereinten 

organischen Phasen mit einer ges. NaCl-Lösung (50 mL) gewaschen, über MgSO4 

getrocknet und das Lösungsmittel in vacuo eingeengt. Der Rückstand wurde mittels 

Säulenchromatographie (Silikagel, nHex:EtOAc = 1:4 + 1‰ NEt3) aufgereinigt, um das 

Phosphoramidit 89 (214 mg, 216 µmol, 85 %) in Form eines gelblichen Gels zu erhalten. 
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Rf = 0.37 (iHex:EtOAc= 4:1 + 1‰ NEt3); 31P NMR (202 MHz, Acetone):  (ppm) = 149.2, 

148.7; IR (ATR): ṽ (cm-1) = 2867 (m), 1608 (m), 1526 (m), 1508 (s), 1462 (m), 1365 (m), 1300 

(w), 1248 (s), 1178 (s), 1034 (s), 882 (m), 827 (m), 790 (m), 748 (m), 702 (m), 584 (w), 445 

(w), 431 (m), 413 (w), 402 (w); HRMS (ESI): berechnet für C53H75N3O11PSi+ [M+H]+: 

988.49030, gefunden: 988.49081. 

5.3. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide 

Tabelle 1. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide S1NPE- S2NPE und S1-S2. 

Strang Sequenz (5‘→3‘) berechnet [M-H]- gefunden (m/z) 

S1NPE 5‘-XNPEAU CGC U-3‘ 2194.3 2193.8 

S2NPE 5‘-CUU ACXNPE CUG A-3‘ 3134.4 3134.9 

S1 5‘-XAU CGC U-3‘ 2045.3 2044.8 

S2 5‘-CUU ACX CUG A-3‘ 2985.4 2985.0 

 

 

Abbildung 12. HPLC-Chromatogramme (0-30% Puffer B in 45 min) der aufgereinigten 

Oligonukleotide. 
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5.4. Präbiotische Reaktionen zur Beladung der abasischen Stellen 

Die Oligonukleotide (5 nmol) in einer Lösung aus 50 mM Natriumborat Puffer (pH 8) und 

50 mM NaCl gelöst. Die Proto-Nukleobasen wurden in Stocklösungen von 100 mM 

gelöst/suspendiert und zu der Reaktionsösung gegeben (250 mM). Die Reaktionsansätze 

wurden über eine dry-down-Methode bei 30 °C in einem Thermoshaker inkubiert. Danach 

wurde ein Aliquot (20 µL) entnommen und mittels RP-HPLC (Puffer A: 100 mM NEt3/AcOH in 

H2O (pH 7) und Puffer B: 100 mM HCOONH4 in H2O/ACN 20/80 (pH 7), Gradient: 0-40% 

Puffer B in 45 min) und MALDI-TOF-Massenspektrometrie analysiert.  
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6. Abkürzungsverzeichnis 

A Adenosin (Nukleosid) / Adenin (Nukleobase) 

Ac Acetyl 

ACN Acetonitril 

a.u. arbitary unit (Willkürliche Einheit) 

br breit (Signale bei NMR-Spektroskopie) 

C Cytidin (Nukleosid) / Cytosin (Nukleobase) 

CE Cyanoethyl 

CED 2-Cyanethyl-N,N-diisopropylphosphoramidit 

CPG controlled-pore-glass (kontrolliertes poröses Glass) 

d Duplettlett (Signale bei NMR-Spektroskopie) 

DC Dünnschichtchromatographie  

DCA Dichloressigsäure 

DCM Dichlormethan 

ddH2O Bidestilliertes Wasser 

DMAP 4-(Dimethylamino)pyridin 

DMF Dimethylformamid 

DMTr 4,4′-Dimethoxytrityl 

DNA Desoxyribonukleinsäure 

eq. Äquivalente 

EtOAc Ethylacetat 

EI Elektroionisation (Ionisierungsmethode für die Massenspektrometrie) 

ESI electron spray ionisation (Ionisierungsmethode für die Massenspektrometrie) 

G Guanosin (Nukleosid) / Guanin (Nukleobase) 

Ga Giga-Jahr / Jahrmilliarde 

ges. gesättigt 

Hex Hexan 

HPLC Hochleistungsflüssigkeitschromatographie 

HR hochaufgelöst (engl. high resolution) 

IR Infrarotspektroskopie 

konz. konzentriert 

LC liquid chromatography 

LUCA last universal common ancestor 

m medium (Signale bei IR-Spektroskopie) 

m Multiplett (Signale bei NMR-Spektroskopie) 
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MeOH Methanol 

MS Massenspektrometrie 

NPE 1-(2-nitropenyl)ethyl 

ON Oligonukleotid 

ppm parts per million 

q Quartett (Signale bei NMR-Spektroskopie) 

quant. Quantitativ 

Rf Retentionsfaktor (Dünnschichtchromatographie) 

RP reverse phase 

RNA Ribonukleinsäure 

rRNA ribosomal Ribonukleinsäure 

s stark (Signale bei IR-Spektroskopie) 

s Singulett (Signale bei NMR-Spektroskopie) 

T Temperatur 

t Triplett (Signale bei NMR-Spektroskopie) 

TBS tert-Butyldimethylsilyl 

TC (1,1-Dioxo-6-thiomorpholin-4-carbothioat) 

THF Tetrahydrofuran 

tf Triflourmethansulfonsäure 

TMS Trimethylsilan 

TOF time of flight 

TOM (Triisopropylsiloxy)methyl 

tRNA transfer Ribonukleinsäure 

U Uridin (Nukleosid) / Uracil (Nukleobase) 

UV-Vis utraviolet-visible 

w schwach (engl. weak) (Signale bei IR-Spektroskopie) 
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