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2. Motivation und Aufgabenstellung

Eine der gréBten Herausforderungen der Wissenschaft besteht immer noch in der
Bekampfung und Heilung schwerer Erkrankungen, wie zum Beispiel
Autoimmunkrankheiten oder Krebs. 1990 gelang die erste gentherapeutische
Behandlung eines vierjahrigen Madchens, das an SCID (Severe Combined
Immunodeficiency) litt.” 2! SCID ist eine Krankheit, bei der das Immunsystem in
seiner Funktion erheblich oder nahezu vollstindig eingeschrénkt ist.*! Das heiBt, es
findet nur eine ungeniigende oder gar keine Immunantwort statt — schon eine
Erkaltung kann zum Tode flihren.

Mit der Entdeckung und Isolierung von Nukleinsduren, dies gelang erstmals 1871
durch Friedrich Mieschet*, wurde der Grundstein der modernen Molekularbiologie
gelegt. 70 Jahre spater konnte Oswald Avery die DNA als Trager der Erbinformation
identifizieren.”) James Watson und Francis Crick gelang mit Hilfe der
Rontgenbeugungsdiagramme von  Rosalind  Franklin  die  Aufklarung der
doppelhelikalen Struktur der DNA im Jahr 1953.[° Diese denkwiirdige Publikation
enthdlt gegen Ende den Satz , It has not escaped our notice that the specific pairing
we have postulated immediately suggests a possible copying mechanism for the
genetic material" (Es ist unserer Aufmerksamkeit nicht entgangen, dass die speziellen
Paarungen, die wir als gegeben voraussetzen, unmittelbar auf einen mdglichen
Vervielfaltigungsmechanismus flir die genetische Erbsubstanz schlieBen lassen.)
Damit war die Grundlage zur Entwicklung leistungsfahiger Verfahren zur Analysel”,
Herstellung® ! und Vervielfiltigung kleinster DNA-Mengen, letztere gelang mittels
PCR (Polymerase Chain Reaction)'!), fiir die Kary Mullis 1993 den Nobelpreis fiir
Chemie erhielt.'*) Den vorliufigen Héhepunkt erreichte diese Entwicklung 2003 mit
der Vollendung des Humanen Genom Projekts.!*

Bei der Erfassung des menschlichen Genoms konnte festgestellt werden, dass haufig
sogenannte Einzelbasenmutationen (SNP, Single WNucleotide Polymorphism)
auftreten.!'3 Die beiden Kopien des menschlichen Genoms, die Chromosomen,
unterscheiden sich in 0.1 % der Nukleotide. Das bedeutet, dass im Durchschnitt eine
Punktmutation pro 1000 Basen auftritt. Eine Punktmutation kann erhebliche Folgen
nach sich ziehen. Befinden sich diese in codierenden Bereichen von Genen, kénnen

Krankheiten, wie Alzheimer, Krebs oder Parkinson resultieren.!'* Die Detektion von
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Motivation und Aufgabenstellung

Mutanten, insbesondere von SNPs, ist von fundamentaler Bedeutung, da nur bei
Kenntnis der individuellen genetischen Voraussetzungen ein Ausbruch dieser
Krankheiten friihzeitig erkannt, verzégert oder gar verhindert werden kann. Ebenso
kdnnen Infektionskrankheiten durch Analyse des Krankheitserregers frihzeitig und
zweifelsfrei identifiziert und dadurch gezielt behandelt werden. !

Es wurde seither eine Reihe von enzymatischen und nicht-enzymatischen Methoden
zur Detektion von SNPs entwickelt.l'® 17} Wiinschenswert sind Detektionssysteme, die
schnell, zuverlassig und kostenglinstig Auskunft {ber die Existenz von
Punktmutationen geben, ohne die Notwendigkeit einer aufwendigen

Detektionsmaschinerie.

Die Entdeckung, dass prokaryotische Zellen ebenfalls Nukleinsauren enthalten, fihrte
1939 zu der Annahme, dass diese eine wichtige Rolle bei der Proteinbiosynthese
darstellen miissen.['®) Roger D. Kornberg erhielt 2006 fiir seine Arbeiten {iber die
RNA-Polymerase den Nobelpreis flir Chemie. Er konnte maBgeblich zur Aufklarung
der RNA-Synthesemechanismen und der Grundlagen der Transkriptionsprozesse
beitragen.!)  Fiir die Entdeckung der katalytischen Aktivitit von RNA-
Oligonukleotiden (Ribozyme) wurden Sidney Altman und Thomas Cech 1989 mit dem
Nobelpreis fiir Chemie geehrt.?>?3) Im Jahr 2006 erhielten Andrew Fire und Craig
Mello den Nobelpreis fiir Medizin fiir die Entdeckung der RNA-Interferenz.?*! Die
molekularbiologische Forschung setzt synthetisierte siRNA (small interfering RNA)
ein, um die Expression bestimmter Gene herab zu regulieren (Gene-Knockdown oder
Gene Silencing). 2004 konnten die ersten Therapeutika auf siRNA-Basis entwickelt

und zugelassen werden. > %°]

Der erste Teil dieser Arbeit beschaftigt sich mit der Entwicklung eines fluoreszenten
Detektionssystems flir Oligonukleotide. Durch die duale Markierung von
Oligonukleotiden mit dem Cyaninfarbstoff Thiazol Orange sollen Punktmutationen
anhand der Emissionsfarbe mit dem Auge detektiert werden. Zunachst soll die
Sensitivitéat der als diagonales Dimer in DNA inkorporierten Chromophore auf ihre
Basenumgebung evaluiert werden, um im Anschluss die unterschiedlichen optischen
Eigenschaften der Chromophore in Abhangigkeit ihres Einbaus in DNA als Inter- bzw.

Intrastrang-Dimere zu untersuchen. In Zusammenarbeit mit der Arbeitsgruppe
6



Fiebig an der Northwestern University, Evanston, sollen durch zeitaufgeldste,
transiente Absorptionsmessungen die photophysikalischen Ursachen fiir die
veranderten optischen Eigenschaften der Thiazol-Orange-Dimere, im Vergleich zu
den Monomeren, erforscht werden. Eine Anwendung des Thiazol-Orange-Dimers zur
schnellen, zuverldssigen und einfachen Detektion von Basenfehlpaarungen soll mit

Hilfe der Molecular-Beacon-Technik realisiert werden.
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Abbildung 2-1: Zielmolekiil Thiazol-Orange-Phosphoramidit 8.

Ol

3'-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5' 3'-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5'
5'-GTC-AGT--T-AA-CTG-CAT-GC-3' 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'

Abbildung 2-2: Beispielsequenzen eines monomeren Thiazol Oranges in DNA (links), diagonale
Anordnung zweier TO-Chromophore als Dimer in DNA (rechts).

Im zweiten Teil der Arbeit soll untersucht werden, ob das TO-Dimer-Konzept von
DNA auf RNA (bertragen werden kann und dadurch zur Weiterentwicklung
fluoreszenter RNA-Analytik und -Bildgebung in Zellen beitragen kann. Dies soll am
Beispiel des Gene-Silencing-Prozesses (Genstilllegung) des fir EGFP-codierenden
Gens in CHO-K1/EGFP-Zellen gezeigt werden (EGFP, Enhanced Green Fluorescent
Protein).

3'-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5' 3'-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5'
5'-GUC-AGU--U-AA-CUG-CAU-GC-3' 5'-GUC-AGU-UTOA-CUG-CAU-GC-3'

Abbildung 2-3: Beispielsequenzen eines monomeren Thiazol Oranges in RNA (links), diagonale
Anordnung zweier TO-Chromophore als Dimer in RNA (rechts).

Der dritte Teil dieser Arbeit beschaftigt sich mit der postsynthetischen Ligation von
Chromophoren an DNA mittels der CuAAC (Cu(I)-katalysierte Azid Alkin

Cycloaddition). Dies soll die zeitaufwendige Synthese der jeweiligen Phosphoramidit-

7



Motivation und Aufgabenstellung

Derivate umgehen und so eine schnellere Evaluation der optischen Eigenschaften
fluoreszenter Molekile in DNA ermdglichen. Dabei soll der in der Arbeitsgruppe
Wagenknecht standardmaBig verwendete azyklische Linker 3-Amino-1,2-propandiol
mit einer Acetylenfunktion modifiziert und der Einfluss der (S5)- bzw. (R)-
Konfiguration auf die optischen Eigenschaften eines Chromophors untersucht
werden. Um ein optimales Anbindungssystem an Oligonukleotide zu entwickeln, soll
das azyklische (S)-Linkersystem mit einer glykosidischen Anknlpfungweise
(acetylenmodifiziertes Uridin) verglichen werden. Als Chromophor soll das Nilblau-
Azid verwendet werden, dessen Fluoreszenz durch Oxidation eines Guanins geldscht
wird. Diese Eigenschaft kann als sensitives Werkzeug zur Evaluation des
Interkalationsverhaltens des Chromophors in Abhangigkeit seiner Ankniipfungsweise

an das Oligonukleotid ausgenutzt werden.
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Abbildung 2-4: Zielmolekile (R)-3-Amino-1,2-propandiol 10 (oben, links), (5)-3-Amino-1,2-
propandiol 16 (oben, rechts), sowie das Nilblau-Azid (unten, links) und das
acetylenmodofizierte Uridin (unten, rechts).



Nicht-enzymatische SNP-Detektion

3. Theoretischer Hintergrund

DNA als Trager der Erbinformation rlickte im Laufe der letzten Jahre in den Fokus
medizinischer Diagnostik. Die Behandlung von Erbkrankheiten durch Gentherapie!?”!
gewinnt an Bedeutung, die Ausschaltung von Onkogenen!?®! und die Identifizierung
von pathogenen oder viralen DNA-Sequenzen™! ist heute relativ einfach maglich. Die
Entwicklung neuer Analysemethoden zur Detektion einzelner Basenfehlpaarungen in
bestimmten Gensequenzen ist von groBem medizinischem und pharmazeutischem

Interesse.[1® 2°]

3.1 Nicht-enzymatische SNP-Detektion

Als Punktmutationen (SNP = Single Nucleotide Polymorphism) bezeichnet man
veranderte Genabschnitte, die sich im Vergleich zum Wildtyp um nur eine einzige
Base unterscheiden.!*® 39331 Dabej handelt es sich nicht um eine Basenfehlpaarung,

sondern um den Austausch eines ganzen Basenpaares (siehe Abbildung 3-1).

SNP

Codon
3hnrC-G-G-A-C-G-C-C-C w5 G Allele ACG = Arg
5~ G-C-C-T-G-C-G-G-Gnrnr3!

l Anderung des Genotyps

3 C-G-G-A-C-T-C-C-C vwvg' T Allele  ACT = Ser
Shnnr G-C-C-T-G-A-G-G-Grnnrs! l

Anderung des
Phanotyps

Abbildung 3-1: Beispiel fiir eine Punktmutation: Wildtyp (oben), Mutante (unten).

Liegen diese Punktmutationen in einem Bereich, der fiir Proteine codiert, kann es zu
Anderungen in der Aminosduresequenz kommen, die wiederum einen verdnderten
Phanotyp zur Folge haben kann. Liegt der SNP in einer Promotorregion, kann eine
veranderte Genexpression zu vererbbaren Krankheiten fiihren. Daher ist die
Detektion von SNPs in der medizinischen und pharmazeutischen Diagnostik!*® ”! von

erheblicher Bedeutung.



Theoretischer Hintergrund

Ein gut verstandenes Beispiel fiir die Folgen, die eine Punktmutation haben kann, ist
das p53-Protein.*¥ Dieses Protein fungiert in der Zelle als Tumorsuppressor, der an
bestimmten  Kontrollpunkten des  Zellzyklus  Schaden  signalisiert  und
Reparaturmechanismen oder Apoptosel®* einleitet. Dadurch wird der Organismus vor
der Entstehung von Tumoren bewahrt. In ungefahr der Halfte aller humanen Tumore
ist das p53-Protein als Folge einer Mutation im p53-Gen inaktiv.*®! Anhand dieses
Beispiels wird die enorme Bedeutung der SNP-Detektion fiir diagnostische Zwecke
deutlich. Die bestehenden Methoden zum Nachweis von Punktmutationen durch

Fluoreszenzanalytik lassen sich in enzymatische (TagMan-Assay!!® 17+ 361

[16, 17, 37] [16, 38])

, Invader-

Assay oder Einzelnukleotid-Primer-Verlangerung und nicht
enzymatische Systeme einteilen. Diese Arbeit beschaftigt sich mit der Entwicklung
nicht-enzymatischer = Nachweismethoden von richtig und fehlgepaarten
Oligonukleotiden, daher werden hier kurz die wichtigsten, aktuellen Methoden
vorgestellt.

Allelspezifische Hybridisierungt®*!

Diese Methode basiert auf unterschiedlichen Stabilitdten von richtig und
fehlgepaarten Duplexen. Fluoreszenzmarkierte allelspezifische Oligonukleotide
werden auf einer Oberflache immobilisiert, nach der Hybridisierung mit der Ziel-DNA
werden fehlgepaarte Duplexe dehybridisiert und weggewaschen. Da die thermischen
Stabilitatsunterschiede zwischen richtig und fehlgepaarten Duplexen oft nur sehr

gering und sequenzabhangig sind, gibt es eine hohe Fehlerquote.

Strang-Austausch-Methodel 6 4]

Wahrend bei der Allelspezifischen Hybridisierung thermodynamische Unterschiede
der Duplexstabilitat ausgenutzt werden, spielt bei der Strang-Austausch-Methode die
Kinetik der Duplexbildung die entscheidende Rolle. Als Sonde wird ein korrekt
gepaarter Duplex verwendet, der an beiden Enden jeweils einen Chromophor tragt
(z.B. TAMRA, Carboxytetramethyl-Rhodamin, und FITC, Fluorescein-Isothiocyanat),
zwischen denen ein FRET stattfindet. Es hat sich herausgestellt, dass kammartig
ausgebildete kationische Copolymere (CCTC, cationic comb-type copolymers) den
Strangaustausch eines richtig gepaarten Duplexes mit einem komplementdren

Einzelstrang beschleunigen.!**] Werden zur FRET-Sonde als Ziel-DNA komplementére
10



Nicht-enzymatische SNP-Detektion

und nicht-komplementare Sequenzen in Anwesenheit des CCTC gegeben, so werden
die komplementdren Einzelstrange ausgetauscht, wodurch der FRET unterbrochen
wird und ein Fluoreszenzsignal entsteht. Der nicht-komplementare Einzelstrang wird

deutlich langsamer ausgetauscht, der FRET bleibt bestehen.

3'— C-C-T-G-A-G-G-A-G—Q
5'— G-G-A-C-T-C-C-T-C —

Ziel-DNA Ziel-DNA
3—=C-C-T-G-A-G-GAG C-C-T-G-G-G-G-A-G—5'
CCTC schnell langsam CCTC
3'— C-C-T-G-A-G-G-A-G 3'—C-C-T-G-G-G-G-A-G—-5'

5'— G-G-A-C-T-C-C-T-C— 5'—G-G-A-C-T-C-C-T-C—
+ +
3'—C-C-T-G-A-G-G-A-G—Q 3'—C-C-T-G-A-G-G-A-G—Q
= TAMRA
Q= FITC

Abbildung 3-2: Schematische Darstellung der Strang-Austausch-Methode.

Artifizielle fluoreszente Basensurrogate

Alternativ wird versucht, Detektionssysteme zu entwickeln, die auf fluoreszenten
Basensurrogaten basieren. Sogenannte BDF Probes (Base-Discriminating
Fluorescence Probes) andern ihre Fluoreszenzeigenschaften in Abhangigkeit der
elektronischen und strukturellen Basenumgebung. Sie werden als Basenersatz in das
Oligonukleotid eingebaut und zeigen durch Varianzen in der Fluoreszenzintensitdt an,
ob ein Wildtyp vorliegt oder eine Mutante.

Saito et all***! entwickelten fluoreszenzmarkierte DNA-Basen (z.B. PdC oder ™dU),
die in der Lage sind, Basenfehlpaarungen zu erkennen und durch verminderte
Fluoreszenz anzuzeigen. Die Autoren gehen davon aus, dass das Pyren im richtig
gepaarten Duplex nach auBen in die groBe Furche zeigt, beim fehlgepaarten Strang
dagegen in den Duplex dreht und die Fluoreszenz durch elektronische

Wechselwirkungen mit den Basen geldscht wird.
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Abbildung 3-3: Prinzip der BDFs nach Saito et al. (rechts) am Beispiel von Pyren-modifiziertem
Cytosin (oben) und Uridin (unten).

Sejtz et al. entwickelten mit Thiazol Orange die sogenannten FIT-Probes (Forced
Intercalation of Thiazole Orange Probes).**> Wird ein mit Thiazol Orange
modifizierter PNA-Strang (PNA = Peptide Nucleic Acid) mit DNA hybridisiert, steigt
die Fluoreszenz des TO erheblich an. Bei Basenfehlpaarungen unmittelbar neben
dem Chromophor sinkt die Emissionsintensitat stark ab. Dies liegt daran, dass dem
Thiazol Orange in fehlgepaarter Basenumgebung mehr konformationelle Freiheit zur
Verfuigung steht und die Energie, die es bei der Anregung aufnimmt, Uber Rotation
um die Methinbrlicke abgibt. Interkaliert der Chromophor, kann es seine Energie nur

uber Strahlung, d.h. Fluoreszenz abgeben.

Nachweis der Basenfehlpaarung

{
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Abbildung 3-4: TO-Baustein von Seitz et al. (links), Nachweis der Basenfehlpaarung in unmittelbarer
Nachbarschaft zum TO (rechts).
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Nicht-enzymatische SNP-Detektion

Einen ganz anderen Ansatz wahlten Wagenknecht et al. mit der Entwicklung des
DETEQ-Systems (Detection by Electron Transfer-controlled Emission Quenching).>?
Dazu wird ein redoxaktiver Fluorophor im Abstand von bis zu drei Basenpaaren von
einem geeigneten Ladungsakzeptor positioniert. Wird der Fluorophor angeregt, wird
seine Fluoreszenz durch Ladungstransfer auf den Akzeptor geléscht. Befindet sich
allerdings eine Basenfehlpaarung zwischen Donor und Akzeptor, nimmt die

Ladungstransfereffizienz ab und die Fluoreszenzintensitat steigt an.

Einzelbasenfehlpaarungen

3'WV‘(':- C--(I:-(I:JV\A 5
5"vvv’(ls- G-(I_T,vax 3'
hv Emission

Abbildung 3-5: Schematische Darstellung des DETEQ-Konzepts der Wagenknecht-Gruppe.
Do = Donor, Ak = Akzeptor, ET = Elektronentransfer.

Dies sind nur einige Beispiele fluoreszenter Oligonukleotidsonden. Zusammenfassend
ldsst  sich  sagen, dass der GroBteil auf FRET-Systemen  oder
basenumgebungsabhangigen Fluoreszenzintensitatsunterschieden beruht. Dabei sind
die wesentlichen Nachteile, dass thermodynamische Stabilitatsunterschiede oft nur
sehr klein sind und entsprechende Hybridisierungsbedingungen sorgfaltig gewahlt
werden missen. Zum anderen resultieren die Fluoreszenzsignale oft nur aus einem
Chromophor, dessen Fluoreszenzintensitat durch Artefakte in der Anregung oder
Detektion zu verfalschten Ergebnisse fihren kann. In dieser Arbeit prasentieren wir
mit Thiazol Orange markierte Oligonukleotide, die diesen Problemen durch
Verschiebung von Wellenlangen im Fluoreszenzsignal begegnen, bei gleichzeitig

hoher thermodynamischer Stabilitat der Duplexe.

13
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3.2 Molecular Beacons

Das rasch anwachsende Wissen Uber das Genom und die Genexpression, lieB die
Nachfrage nach neuen, fluoreszenten DNA-Analysetechniken sehr stark ansteigen.
Gensequenzierung, Detektion von Mutanten und Nachweise von bestimmten
Nukleinsauresequenzen sind sowohl flir die Krankheitsdiagnostik als auch flir die

[53-56] Nach ihrer Entwicklung

Entwicklung neuer Medikamente duBerst wichtig.
196517), wurden die Molecular Beacons (MB) zu einem der wichtigstent®!]
Instrumente in der Chemie, Biologie, Biotechnologie und in den medizinischen

Wissenschaften, zur Erkennung und Detektion biomolekularer Strukturen.[>® 56 62-64]

3.2.1. MB auf Basis von FRET-Wechselwirkungen

Theodor Forster entdeckte 1946 den Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET),
einen physikalischen Prozess'®™!, bei dem die Energie eines angeregten
Fluoreszenzfarbstoffs (Donor) auf einen zweiten Fluorophor (Akzeptor) strahlungsfrei
(iber Dipol-Dipol-Wechselwirkungen'®®! {ibertragen werden kann. Der Fluoreszenz-
Energie-Resonanz-Transfer ist eine Variante des Forster-Energietransfers.l®”] FRET
kann sowohl Uber die Abnahme der Fluoreszenz des Donors, als auch Uber die
Zunahme der Fluoreszenz des Akzeptors detektiert werden.[®® Damit ein FRET
stattfinden kann, miissen verschiedene Voraussetzungen gegeben sein:

1. Das Emisssionsspektrum des Donors muss mit dem Absorptionsspektrum des

Akzeptors iiberlappen. ]
2. Donor und Akzeptor missen in einem Abstand zwischen 1.5 und 10 nm

positioniert sein (Forster-Radius).

Die Distanzabhangigkeit eines FRET wird durch folgende Gleichung wiedergegeben:

Gleichung 3-1: Distanzabhdngigkeit der Energietransferrate eines FRET;
kr = Energietransferrate
1p = Fluoreszenzlebensdauer des Donors in Abwesenheit des Akzeptors
Ro = Forsterradius (Abstand mit 50 % Energietransfereffizienz)
r = Abstand der Chromophore

14
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In Abbildung 3-6 ist ein Beispiel fir ein sich iberlappendes Donorabsorptions- und

Akzeptoremissionsspektrum aufgeflihrt, hier ware ein FRET mdglich.

0.8+ -0.8
0.7 1 0.7
= 0.6 Akzeptoremission | 0.6 m
o 3
= 0.5 0.5 &
S @,
'g 0.4 -0.4 E
§ 0.3{ Donorabsorption 0.3 2
< —
0.24 0.2

Uberlappintegral J(1
0.1 ppintegral J(1) [ 0.1
0.0 0.0

400 450 500 550 600 650 700 750
Wellenldnge [nm]

Abbildung 3-6: Beispiel flr ein sich Uberlappendes Absorptions- (Donor) und Emissionsspektrum
(Akzeptor), Uberlappintegral J(1) ist schwarz ausgefiillt.

FRET-Experimente sind inzwischen ein haufig angewendetes Instrument zur

Detektion von Abstandsverhiltnissen in DNA®®! oder RNA.Y Sie werden ebenso zur

Beobachtung konformationeller Anderungent’, zur Verfolgung biologischer Prozesse

[72, 73] oder im Bereich der Nanotechnologie angewandt (als Molecular Beacon auf

DNA-Microarrays oder in der Genexpressionsanalyse).t’* ¢!

Die Molecular Beacons erster Generation fungieren wie Lichtschalter. Eine DNA-
Sequenz ist an beiden Enden jeweils selbstkomplementar und bildet so eine
Haarnadel mit einem kurzen Duplex, dem Stamm. Das 3-Ende ist mit einem
Fluorophor markiert (z.B. TAMRA, ein Rhodamin-Derivat), dessen Fluoreszenz durch
den Quencher am 5-Ende (z.B. Dabcyl, ein Azobenzol-Derivat), aufgrund der
raumlichen Nahe bei der Ausbildung der Haarnadel gel6scht wird. Im
Ausgangszustand, der Haarnadel, zeigen die MB keine Fluoreszenz. Durch die
Erkennung der Zielsequenz 6ffnet sich die Haarnadel und bildet einen Duplex mit
dem komplementaren Gegenstrang. Quencher und Fluorophor werden dadurch
voneinander getrennt, der Chromophor beginnt zu emittieren. Abbildung 3-7 zeigt

die Funktionsweise eines Molecular Beacons.

15



Theoretischer Hintergrund

Fluorophor Quencher

Abbildung 3-7: Schematische Funktionsweise eines Molecular Beacons.

COOH

Abbildung 3-8: Typisches Fluorophor-Quencher-Paar:
Fluorophor:  TAMRA [5 - Carboxytetramethyl-Rhodamin] (links),
Quencher: Dabcyl 2-(4-((4-(Dimethylamino)phenyl)diazenyl)-
phenyl)essigsaure (rechts).

Die Schleifen-Region (15-30 bp) ist komplementar zur Zielsequenz, wahrend die
Stamm-Region (5-7 bp) komplementar zu sich selbst ist. Das Signal entsteht durch
einen FRET bzw. durch die Aufhebung des FRETs aufgrund der Separation von
Fluorophor und Quencher. Die Offnung der Haarnadel kommt dadurch zustande,
dass der entstehende Duplex durch eine langere Basensequenz einen
thermodynamisch stabileren Zustand darstellt, als die Schleife.

Die Molecular-Beacon-Technik wurde mit dem Ziel weiterentwickelt, ein besseres
Signal-zu-Rausch-Verhaltnis, bei hdherer Sensitivitdt fur die Zielsequenz zu erreichen.
Dazu wurden von Saito et al. in-stem-Molecular Beacons synthetisiert, die den
Fluorophor und den Quencher im Stamm platzierten. Dadurch sind Fluorophor und
Quencher gezwungen in rdaumliche Nahe zueinander zu treten, die
Hintergrundfluoreszenz konnte so stark reduziert werden.l””- 78

Im Gegensatz zu den MB erster Generation, bei denen eine dynamische

Fluoreszenzlbschung stattfindet, wird die Emission von /n-stem-Molecular Beacons
16
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durch statisches Quenchen geléscht.””’  Abbildung 3-9 zeigt die grundlegenden

Unterschiede zwischen dynamischem und statischem Léschen von Fluoreszenz.

Statische Fluoreszenzléschung Dynamische Fluoreszenzléschung
z.B. Forster (FRET)
Dexter (Kollision)

‘e

starke Kopplung
intramolekulares Dimer schwache Kopplung

P
1
\

F [FQ] Q F*— F Q— Q*
Grund- strahlungsloser Energietransfer
zustands-
komplex

Abbildung 3-9: Vergleich der statischen (links) und dynamischen (rechts) Fluoreszenzldschung.
F = Fluorophor, Q = Quencher.

Beim dynamischen Quenchen unterscheidet man zwischen Fdrster- und Dexter-
Mechanismus.[®” 8% Der Dexter-Mechanismus (auch bekannt als Kollisions-Energie-
Transfer) hidngt von der Uberlappung der Molekiilorbitale ab und ist daher stark
distanzabhingig (die Abnahme des Dexter Energie Transfers ist proportional zu e®,
wobei R die Donor-Akzeptor-Distanz darstellt). Der Forster-Mechanismus basiert auf
den Wechselwirkungen zwischen den Ubergangsdipolmomenten von Donor und
Akzeptor.®! Die Abnahme des Férster-Energie-Transfers ist proportional zu 1/R®. Die
statische Fluoreszenzl6schung kommt durch die Bildung von
Grundzustandskomplexen zustande, d.h. Donor und Akzeptor aggregieren, dadurch
wird die Fluoreszenz des Donors nahezu vollstindig geldscht.’® &) Im Gegensatz zu
FRET-Prozessen, die abhingig sind von der Uberlappung des Absorptionsspektrums
des Donors mit dem Fluoreszenzspektrums des Akzeptors, sind die statischen

Ldschprozesse lediglich abhéngig von der Uberlappung der Absorptionsspektren von

17



Theoretischer Hintergrund

Donor und Akzeptor. Dies vereinfacht die Auswahl und Kombination von

Chromophoren und damit das Design von Molecular Beacons.®

Eine weitere Moglichkeit das Signal-zu-Rausch-Verhéltnis zu optimieren, ist die
shared-stem Variante eines Molecular Beacons, bei der die Zielsequenz nicht nur

komplementér zur Schleife ist, sondern auch einen Teil des Stamms abdeckt.®]

in-stem Molecular Beacon

Abbildung 3-10: Schematische Darstellung eines shared-stem Molecular Beacons (oben) und eines /n-
sterm Molecular Beacons (unten).

Es wurde bereits eine Vielzahl von organischen Fluorophoren an DNA gebunden, um
so Uber die Molecular-Beacon-Technik die Komplementaritat einer gegebenen
Sequenz oder Einzelbasenmutationen durch gesteigerte oder geléschte Fluoreszenz
anzuzeigen.[1® 17 45 30, 57, 84, 86911 Eq jst mg@glich, dass es durch unerwiinschte
Fluoreszenzléschungen, z.B. durch Ladungstransferprozesse oder Artefakte in der
Emissionsanregung, zu Fehlsignalen und damit zu verfalschten Ergebnissen kommen
kann. Durch duale Fluoreszenzmarkierung koénnen solche Probleme umgangen
werden, da sich bei der Erkennung eines Zielstranges die Wellenldnge des

Emissionsmaximums andert und damit die Farbe der Fluoreszenz.[”8 9% 23]

Das Prinzip des Molecular Beacons ist von 7yagi et al. weiter entwickelt worden®%:
es wurde durch Dreifach-Markierung eine Reihe von MBs geschaffen, die alle durch

die gleiche monochromatische Lichtquelle anregbar sind, jedoch in unterschiedlichen
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Farben fluoreszieren. Moglich wird dies durch die Kombination unterschiedlicher
Emitter-Fluorophore (z.B. Texas Red) mit einem sog. ,Harvester-Fluorophor"
(Tetramethyl-Rhodamin), welcher sich im Falle der Haarnadelstruktur des MB in
unmittelbarer Nahe zum FRET-Akzeptor befindet. Wird die komplementare
Zielsequenz zugegeben, so findet keine Loschung mehr durch den Quencher (Dabcyl)
statt, sondern ein FRET vom Harvester- zum Emitterfluorophor, die Uber einen

Spacer miteinander verbunden sind.

O Harvester Fluorophor
Quencher
O Emitter Fluorophor

Abbildung 3-11: Schematische Darstellung der Funktionsweise eines dreifach markierten Molecular
Beacons nach 7yagi.

Abbildung 3-12: Texas Red (links), Tetramethyl-Rhodamin (Mitte), Dabcyl (rechts).

Durch die Verschiebung der Emissionswellenldnge ist ein eindeutiges Messsignal
moglich, allerdings entsteht kein zusatzlicher Beitrag zur Erhéhung des Signal-zu-

Rausch-Verhaltnisses, da das Signal nur von einem Emitterfluorophor erzeugt wird.
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Tan et al. gelang die Entwicklung eines Molecular Beacons mit zwei Fluorophoren.®*

Der MB wurde so gestaltet, dass in der Haarnadel-Form einer der Fluorophore
emittiert und der andere geldscht wird. In der offenen Duplexform wird der erste
Chromophor nicht mehr geldscht, sondern fluoresziert nun. Dies gelang mit einem
Fluorescein-Coumarin-Paar. So konnte nicht nur der Anstieg der Emissionsintensitat
eines einzigen Fluorophors detektiert werden, sondern sowohl die Abnahme des
einen Chromophors, als auch die Zunahme der Fluoreszenzintensitat des anderen
Chromophors. Die Auswertung der Emissionsunterschiede mit Verhaltnisse erleichtert
die Handhabung. Die Wahrscheinlichkeit von zuféllig verfdlschten Signalen wird

deutlich verringert.

N

Fluorophor 2

Fluorophor 1

Abbildung 3-13: Schematische Darstellung der Funktionsweise des von 7an et al. entwickelten
Molecular Beacons mit zwei Fluorophoren.

NH

Abbildung 3-14: Fluorescein (links), Coumarin-Derivat (rechts).

Der Einsatz von Multichromophorsystemen wird durch die Farbstoffaggregation

limitiert, die in der Regel eine Minderung der Fluoreszenzintensitét bewirkt.!
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3.2.2. MB auf Basis von Excimer-Bildung

Als Excimere bezeichnet man Dimere, die sich nur bilden, wenn sich wenigstens
eines der beiden Molekiile im angeregten Zustand befindet. Dieses Phdnomen wurde
ausfiihrlich von Forster und Kaspar untersucht.l®®®°) Bekanntestes Beispiel ist die
Excimerbildung aus Pyrenen.®®! Der Name ,Excimer" ist eine Kurzform aus ,excited
dimer". Die Formierung des Dimers wird durch nachfolgendes Reaktionsschema

widergegeben:

M +M — » (MM)*

Die Eigenschaften von Excimeren lassen sich am einfachsten durch ein einfaches
Energie-Diagramm (siehe Abbildung 3-15) erklaren.[*°? Werden zwei Chromophore in
raumliche Nahe zueinander gebracht, ziehen sie sich nicht an, sondern stoBen sich
ab, die Energie zwischen beiden Chromophoren steigt an. Die untere Kurve in
Abbildung 3-15 gibt dies wieder.

M* + M

A (MM

vibronische
! Mwingungsebenen
: M+M

r Distanz

IA

Abbildung 3-15: Intermolekulares Energiediagramm fiir Monomere und Excimere.

Die untere Kurve ist charakteristisch flir ein repulsives dimeres System. Im
Gegensatz dazu steht die obere Kurve charakteristisch flir ein excimeres System.
Wenn sich eines der Molekiile im angeregten Zustand befindet, steigt die Energie des

Systems an. Bei einer bestimmten Distanz r bildet sich ein Komplex, das Excimer, das
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eine neue energetisch angeregte Spezies darstellt, mit eigener elektronischer und
geometrischer Struktur, vibronischen und rotatorischen Energiebanden und

charakteristischen Reaktivitat.[*°!]

Durch die ungebundenen Monomere im Grundzustand kommt es bei einer Emission
zur Separation der Chromophore:
(MM)* —— M+ M + hv,

wobei hve fur die Excimer Emission steht.

Die Emission von Excimeren weist charakteristische Merkmale auf. So ist das
Maximum der Emissionsbanden rot verschoben, d.h. sie erscheinen bei héheren
Wellenldngen und sind strukturlos. Die Verschiebung zu héheren Wellenlangen liegt
daran, dass das nicht-vibronische Level des Excimers (MM)* auf energetisch
niedrigerem Niveau liegt, als die separierten Monomere M* + M%), Das heiBt, dass
das emittierte Licht aus der Entvdlkerung des energetisch niedrigsten Levels des
Excimers in das niedrigere Energielevel der repulsiv wechselwirkenden Monomere
resultiert. Diese Energiedifferenz ist deutlich geringer als die Energiedifferenz, die bei
der Emission des angeregten Monomers entsteht (siehe Abbildung 3-15). Die
Strukturlosigkeit der Excimer-Emissionsbanden rihrt daher, dass das Energielevel,
auf das das Excimer zurick fallt, ein repulsives ist und keine diskreten gebunden
Zustande existieren. Das bedeutet dass die Franck-Condon-Einhullende eine Vielzahl
an Energielevel beinhaltet. Diese Energielevel Uberlappen und es wird unmdglich,
eine vibronische Struktur im Emissionsspektrum zu erkennen.[*%%

Ein weiteres Merkmal excimerer Emission sind verlangerte Fluoreszenzlebenszeiten
im Vergleich zum Monomer. Diese sind durch den Reabsorptions-Effekt zu

erklaren(%?

, der besagt, dass bei hohen Konzentrationen primar ausgesendete
Photonen vom nachsten Molekul wieder absorbiert werden und dieses Molekdl erneut
emittiert. Dadurch scheint die Fluoreszenz langsamer abzuklingen. Es wurde
versucht, diesen Effekt durch geeignete Versuche zu eliminierent!%%! oder durch
theoretische Modelle!’®)  zu korrigieren. Die Resultate jedoch erscheinen

ungeniigend.[!%Z
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Die Excimerbildung ist nicht nur auf identische Molekiile beschrankt, es bilden sich
auch angeregte Komplexe aus verschiedenen Molekilen. Man spricht dann allerdings

von Exciplexen (,excited complex").[1%8 11!

DNA-Sequenzen mit Inter- und Intrastrangdimeren aus Pyrenen oder Perylenen
zeigen intensive Excimerfluoreszenzl'!*!%), die auch im Rahmen der Molecular
Beacon-Technik verwendet werden kann.!’8 120-122]

Kashida et al. waren durch die Kombination zweier Pyren-Chromophore in der Lage,
Basendeletionen zu detektieren. Dies ist moglich, da die Pyrene im Falle einer
Basendeletion Intrastrang-Dimere ausbilden, die dann eine starke, excimertypische

Fluoreszenz zeigen (siehe Abbildung 3-16).1*1%!

Monomeremission Excimeremission

N

Abbildung 3-16: Schematische Darstellung des Excimer-Assays nach Kashida. Wildtyp (links),
Deletionsmutante (rechts).

(@]

I
-IU_
(@]

w

Abbildung 3-17: Pyren-Basensurrogat nach Kashida et al.

Wenn in demselben Assay eines der Perylene durch N, N-Dimethylanilin ersetzt wird,
entsteht ein Exciplex, mit dem im Falle einer Basendeletion ebenfalls eine
Emissionsmaximumsverschiebung beobachtbar ist.l!**! Die Anwendung von Pyrenen
oder Perylenbisimiden in der Nukleinsdureanalytik ist allerdings stark begrenzt, da

sie, sowohl als Monomer als auch als Excimer oder Exciplex, in der Lage sind, im
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angeregten Zustand Guanin zu oxidieren und dadurch ihre Fluoreszenz gel6scht
d.[124,125]

wir
Haéner et al. entwickelten einen Molecular Beacon der im Stamm sowohl zwei Pyrene
als auch zwei Perylendiimide aufweist.l!?®! In der geschlossenen Haarnadel-Form
bilden alle vier Chromophore einen Donor-Akzeptor-Komplex, wodurch die
Excimerbildung der Pyrene vollstandig unterbunden wird. Durch Zugabe der Ziel-DNA
offnet sich die Haarnadel, dies wird angezeigt durch einen starken Anstieg der
Excimeremission der Pyrene. So konnte die Ziel-DNA in nanomolarer Konzentration

nachgewiesen werden.

» { — OO

Excimerfluoreszenz

& Pyren
@ Perylendiimid

Abbildung 3-18: Molecular Beacon auf Excimer-Basis nach Haner et al.

Abbildung 3-19: Pyren- (oben) und Perylendiimid-Derivat (unten) im Molecular Beacon nach Héner.
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3.3 Cyanine: Thiazole Orange

3.3.1. Cyanine

Von der Vielzahl der organischen Farbstoffklassen, die als funktionelle Farbstoffe eine
weite technische Anwendung finden, ist die Gruppe der Polymethinfarbstoffe eine der
Wichtigsten. Der Name dieser Farbstoffklasse basiert auf dem charakteristischen
Grundgertst dieser Substanzen, das sich aus einer Aneinanderreihung von
Methingruppen (=CH—) zusammensetzt. Polymethinfarbstoffe im engeren Sinn sind
nach D&hné?”} substituierte oder unsubstituierte Polyene mit einer ungeraden
Anzahl n von Methingruppen (Y) zwischen zwei so genannten Auxochromen, einer
Donor- (X) und einer Akzeptorgruppe (X').11%8!
X—(Y)—X
n=1,3,5, ..

Die Atomkette X-Y=X' bildet in den Polymethinfarbstoffen den Chromophor. Bei Y
muss es sich nicht zwingend um reine —CH= -Gruppen handeln. Y sowie die
Kettenendatome X und X' stehen allgemein fiir Atome oder Atomgruppen der 1V., V.
und VI. Hauptgruppe des Periodensystems. Cyanine, die wohl wichtigsten
Polymethinfarbstoffe, unterteilen sich weiter in drei Klassen: offenkettige
Cyaninfarbstoffe (Strepto-Cyanine), Hemi-Cyaninfarbstoffe und geschlossenkettige
Cyaninfarbstoffe (Cyanine, siche Abbildung 3-20).

€]
Streptocyanine \N Z\NF N/

Hemicyanine ®/ = = N/

Cyanine W
n

Abbildung 3-20: Cyanin-Farbstoffklassen
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Cyanine mit identischen Heterocyclen nennt man symmetrische, mit
unterschiedlichen Heterocyclen asymmetrische Cyanine. Die meisten asymmetrischen
Cyanine weisen in Losung eine geringe Fluoreszenz auf, bei Interkalation in DNA
allerdings zeigt sich oft ein enormer Fluoreszenzanstieg.”! Man geht davon aus,
dass dies an der eingeschrankten Rotation der aromatischen Systeme um die
Methingruppe liegt!!*}, da so keine Méglichkeit mehr zu strahlungsloser

Deaktivierung des angeregten Singulettzustands besteht.>! 130 131]

3.3.2. Bisherige und aktuelle Studien zu Thiazol Orange

Thiazol Orange bietet als kationischer

©is asymmetrischer Cyaninfarbstoff einzigartige
®N/ \ Eigenschaften, die es flir die Analytik von
\ Oligonukleotiden pradestinieren. TO interkaliert

N\ sowohl in DNA als auch in RNA und steigert dabei

seine Quantenausbeute um das 18 900fache.[** 133

Aoblidung 3-21: Thizzol Orange TO Der Chromophor ist hydrophob, l6st sich aber
dennoch als kationische Spezies in Wasser. Thiazol Orange besitzt einen sehr hohen
Extinktionskoeffizient (¢ = 63 0001*?%)) und weist damit eine sehr helle Fluoreszenz
(e*®) auf, bei einer Quantenausbeute von ca. 20 % in DNA.1** Damit eignet sich
Thiazol Orange als Fluoreszenzsonde flir Oligonukleotide, zumal es mit einem
Oxidationspotential von E (TO™ / TO") = 1.2 eV!*! im angeregten Zustand nicht in
der Lage ist, photoinduziert eine der Nukleobasen zu oxidieren, wodurch seine

Fluoreszenz geldscht wiirde.

Thiazol Orange in Peptiden

Kelley et al. entwickelten eine TO-Sonde, bestehend aus TO und verschiedenen
Peptidkonjugaten.!**®! Beinhaltet diese TO-Peptid-Sonde aromatische Aminoséuren,
wie zum Beispiel Tryptophan (Trp, W), so interkalieren sowohl TO und Trp in einen
DNA-Duplex und bilden dadurch einen Triplex aus.[**”} TO reagiert als '0,-Sensitizer,
wodurch es zu Oxidationen der DNA-Basen und damit zu DNA-Schaden kommen
kann. Da Trp in Anwesenheit von O, Peroxide erzeugt, fiihrt die Kombination von TO
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und aromatischen Aminosauren im Triplexverbund mit DNA zu direktem Strangbruch.

Diese Kombination zeigt in menschlichen Zellen signifikante Phototoxizitét.[**]

Barton et al. synthetisierten Metallointerkalatorkomplexel®3***  (z.B. mit
Rh(bpy).chrysi®*), die Basenfehlpaarungen detektieren kdénnen. Durch ihre GroBe
interkalieren sie besser in thermodynamisch instabilere, fehlgepaarte DNA als in
thermodynamisch stabile, richtig gepaarte DNA. Zudem fihrt die Photoaktivierung
dieses Komplexes zu Strangbriichen neben einem SNP.[**®) Um zu erreichen, dass
diese Metallointerkalatoren die Plasmamembran einer Zelle durchschreiten, werden
sie an sog. Cell-penetrating Peptides (CPP}'*?! gebunden, die als molekulare
Transporter fungieren. Barton et al. nutzten daflir Oligoarginin, das aus 7-9 Arginin-
Molekilen besteht. Um das Binden dieser Sonde an DNA auch
fluoreszenzspektroskopisch beobachten zu koénnen, wurde die Sonde mit TO
markiert. TO steigert — im Gegensatz zu z.B. Fluorescein — die Bindungsaffinitat der
Sonde zu DNA.['*!

Abbildung 3-22: TO-Sonde mit Metallointerkalator nach Barton, r = Arg.

Kubista et al. entwickelten sog. Light-up Probes. Das sind Sondenmolekile, bei
denen man die gute Hybridisierungseigenschaften von PNA mit der starken
Fluoreszenzsteigerung von TO bei Bindung an DNA kombiniert..!* TO wird tber
einen flexiblen Linker an PNA gebunden, der es ihm ermdglicht, mit DNA zu
wechselwirken. Um zu verhindern, dass TO durch Riickfaltung in die Sonde
interkaliert und so zu einer hoéheren Eigenfluoreszenz der Sonde beitragt, hat man

sich entschieden, die Sonde aus PNA statt aus DNA aufzubauen. So werden die
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elektrostatischen Anziehungskrafte zwischen dem positiv geladenen TO und negativ
geladener DNA minimiert.[!*! Die Sonde ist in der Lage, Einzelstrang-DNA iiber die
(komplementare) Sequenz der PNA zu erkennen und Uber die Fluoreszenzsteigerung

des TO Chromophors anzuzeigen.

@ ——ﬁ‘;@

Abbildung 3-23: Rickfaltung des Thiazol Oranges in die Sonde der Light-up Probes nach Kubista.

Thiazol Orange in DNA

Zahlreiche Derivate von Thiazol Orange wurden bereits auf unterschiedliche Weise in
DNA eingebaut. Dabei wurde der Chromophor meist (iber einen der Stickstoffe der
heteroaromatischen Ringe mit einer Alkylkette verkniipft, die dann entweder an einer
Phosphatgruppe!*®!, am 5’-Terminus des Oligonukleotids!*’**! oder direkt an ein
Uridinderivat!**®! gekoppelt wurden (Abbildung 3-24).
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Abbildung 3-24: Unterschiedliche Ankniipfungsmdglichkeiten von Thiazol Orange an DNA.

A

B
C
D

Ankniipfung ber den Chinolin- bzw. den Benzothiazol-Stickstoff
Ankniipfung des TO an eine Phosphatgruppe,

an das 5-ende eines Oligonukleotids,

an eine Base.

TO wurde von Krull et al. Gber einen Polyethylenglykol-Linker an die Phosphatgruppe

des 5-Endes eines Oligonukleotids gebunden.[!*! Das Oligonukleotid selbst wurde

am 3’-Ende auf Glasfaser gebunden, um so die spektroskopischen Eigenschaften des

TO-Chromophors an der Festphase zu bestimmen.!**!! In weiterfilhrenden Studien

wurden der Fluoreszenz-Resonanz-Energie-Transfer (FRET) von TO und kovalent

gebundenen Fluoreszenzmarkern wie TAMRA und Cysss untersucht.l'*® Es wurde

gezeigt, dass TO als FRET-Donor agiert.
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Mﬂiwj

Abbildung 3-25: Ankniipfung von Thiazol Orange an die Oligonukleotidsonde nach Kru/l.

~

Asseline et al. modifizierten Oligonukleotide ebenfalls am 5-Ende durch kovalente
Anknlipfung von verschiedenen Monomethin-Farbstoffen, darunter auch TO, an die
Phosphatgruppe. Zudem wurde Einzelstrang-DNA an einer internen Phosphatgruppe

des Stranges mit TO markiert:>*1>%;

(”) O
To—s—F|>—03'-0H HO-5' —-—O—T—o—.—y -OH
0 NH

|
ODN = Oligonukleotid CH,CH,S—TO

Abbildung 3-26: Oligonukleotidmarkierung mit TO nach Asseline.

Untersucht wurden die Absorptions- und Fluoreszenzspektrent**®! der freien und
hybridisierten Proben. Die unterschiedlichen spektrochemischen Eigenschaften und
Stabilitaten der Cyanin-markierten Oligonukleotide wurden auf die verschiedenen
Konnektivitaten der beiden Heteroaromaten zurlickgefiihrt. Des Weiteren wurden
von Asseline et al. Sonden entwickelt, die TO am 5-Ende der Phosphatgruppe

tragen, mit denen SNPs detektiert werden konnten.!**”!

Yarmoluk et al. untersuchten die Fluoreszenz- und Absorptionsspektren von TO Uiber
einen groBen Konzentrationsbereich.[*>*) Bei kleinen Konzentrationen interkaliert TO
in DNA. Wird das Verhadltnis von TO zu DNA erhoht, aggregieren freies und
gebundenes TO in einer sandwichartigen Struktur, wobei eine Stokes-Verschiebung
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von Uber 100 nm zu beobachten ist. Es wird angenommen, dass TO im
Halbinterkalationsmodus!*>®! mit DNA wechselwirkt, d.h. TO interkaliert nur mit einem
Heterozyklus. Der andere aromatische Ring des TO, der sich auBerhalb des Duplexes
befindet, kann mit freiem TO wechselwirken. Der Aggregationsprozess reduziert die
Empfindlichkeit der DNA-Detektion erheblich.

Seitz et al. entwickelten sogenannte stammlose PNA-Molecular-Beacons.[**”) Diese
sind mit Thiazol Orange und einem weiteren Cyaninfarbstoff markiert (NIR667). In
Abwesenheit des Ziel-Oligonukleotids faltet sich die Fluoreszenzsonde so, dass die
Emission nahezu vollstandig geléscht wird. Durch die Hybridisierung mit dem
Zielstrang, wird die Aggregation beider Chromophore aufgehoben und es kann ein
FRET von Thiazol Orange auf den Cyaninfarbstoff stattfinden, begleitet von einer
Fluoreszenzintensitatserhohung um Faktor 102 und einer Stokes-Verschiebung von
200 nm.

hV3
hV2 %

NERREEE IIII/O hvﬂ\%ﬁQ

“ Ziel-Oligonukleotid |1 [ 111 1[11() 1]

O =TO
Q = Lys(NIR667)

Abbildung 3-27: Schematische Darstellung der Funktionsweise von stammlosen Molecular Beacons
nach Seitz.
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Abbildung 3-28: NIR667 (9-Cyano-3-(diethylamino)-6-((6-(2,5-dioxopyrrolidin-1-yloxy)-6-
oxohexyl)(ethyl)amino)xanthylium, links), Thiazol-Orange-PNA-Baustein (rechts).
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Okamoto et al. markierten ein Oligonukleotid zweifach mit Thiazol Orange an einem
Uridin-Nukleosid.[*>% 158163] 1n Abwesenheit des Ziel-Oligonukleotids findet auch hier
eine Aggregation beider Chromophore statt, wodurch die Fluoreszenz geldéscht wird.
Nach der Hybridisierung mit der Zielsequenz wird die Aggregation aufgehoben und

beide Chromophore zeigen eine hohe Fluoreszenzintensitat.

C;r\)l/
7\
\
S N
- P
sekolite.

Abbildung 3-29: Zweifach markierte TO-Sonde nach Okamoto.

3.4 Excitonische Wechselwirkungen zwischen
Chromophoren

Die Anregung von Elektronen vom Grundzustand in einen energetisch hdheren
Zustand schafft einen momentanen Dipol im Molekiil, ein elektronisches
Ubergangsdipolmoment.!*** Damit héngt eine Polarisation des Molekiils zusammen,
die eine Richtung und eine Intensitat besitzt, abhdngig von der Natur des
Chromophors und seiner Anregung. Wenn zwei oder mehr Chromophore in raumliche
Nahe zueinander gebracht werden, kénnen ihre elektronischen Ubergangsdipole {iber
sogenannte  Dipol-Dipol-Wechselwirkungen  (Exciton-Kopplungen)  miteinander
interagieren. Der angeregte Zustand ist dann delokalisiert (Exciton). Exciton-
Kopplungen sind am effektivsten, wenn die elektronischen Dipol-Ubergénge erlaubt

sind.[*®" Interagieren zwei Chromophore excitonisch miteinander, spaltet sich der
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angeregte Zustand in zwei Energieniveaus auf (Davydov Splitting, siehe Abbildung
3_30).[165, 166]

A
’ A N
7 Exciton=-_
A* m— Splitting- :H_ B* angeregter
o Energie.~ Zustand
A
A — mmtm= B Grundzustand
Chromophor A Exciton-System  Chromophor B
lokale delokalisierte lokale
Anregung Anregung Anregung

Abbildung 3-30: Energieniveauschema zweier Chromophore A und B, die im angeregten Zustand ein
delokalisiertes Exciton-System ausbilden, Exciton-Splitting-Energie = Davydov-
Aufspaltung.

Exciton-Kopplungen verursachen verschobene Maxima im Absorptionsspektrum im
Vergleich zum Monomer. Bathochrome Verschiebungen werden J-Banden, die
entsprechenden Dimere oder Chromophor Aggregate J-Aggregate genannt.['®”]
steht fur Jelly, einem der ersten Wissenschaftler, der diese
Absorptionsverschiebungen untersucht hat. Hypsochrome Verschiebungen werden H-

'\

Banden, ,H" wie hypsochrom, die entsprechenden Dimere H-Aggregatel!®’173]
genannt. In Abbildung 3-31 wird deutlich, wie die Verschiebungen zustande
kommen. Wenn die Chromophore entlang ihrer vertikalen Achse (o = 90°)
aggregieren, entsteht eine hypsochrome Verschiebung, da der Ubergang zum
energiereicheren Zustand erlaubt, der zum niedrigeren Zustand jedoch verboten ist.
Dieser energiereichere Zustand ist an der H-Bande mit einem Absorptionsmaximum
bei kiirzeren Wellenlangen im Vergleich zum Monomer beobachtbar. Aggregieren die
Molekiile zu einer Kopf-Schwanz-Verbindung mit a = 0°, ist der Ubergang zum
niedrigeren Energieniveau erlaubt, der zum hoheren Niveau verboten.[!*”) Dieser
niedrigere Energiezustand ist im Absorptionsspektrum zu beobachten, es entsteht

eine bathochrome Verschiebung im Vergleich zur Monomerabsorption. Die Starke der
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Verschiebung hangt ab von der GroBe der Aggregate und vom Winkel der

Aggregationsanordnung.!1¢% 1671
J o = 90° 90° > o > 0° a=0°
Bl s e eeee
_‘_
verboten erlaubt "~}
i 00 2 =
Monomer H-Aggregat J-Aggregat

Abbildung 3-31: Schematische Darstellung der elektronischen Ubergénge bei einem Monomer, H- und
J-Aggregaten, basierend auf Exciton-Wechselwirkungen. Pfeile reprasentieren die
Ubergangsdipolmomente der Chromophore.

Viele der J]-Aggregate zeigen Fluoreszenz mit Quantenausbeuten, die die der
Monomere oft (bertreffen.[!’417®] Im Gegensatz dazu ist die Fluoreszenz von H-
Aggregaten geldscht. Das Loschen der Fluoreszenz von H-Aggregaten ist ein seit
langem beobachtetes Phanomen, das bei vielen Chromophoren festgestellt werden
konnte (darunter Fluorescein, Methylen Blau oder einige Cyaninfarbstoffe).[!”7-182]
Der nicht-fluoreszente angeregte Zustand wurde als generelle Eigenschaft von H-
Aggregaten akzeptiert.[!8388] Forster und Kasha konnten durch ihre theoretischen
Modelle (Coupled Oscillator Modef®” und Exciton-Theorie”’”) dieses Verhalten
erklaren. Der energiereichere Zustand des Excitons wird durch Internal Conversion in
den energiearmeren Exciton-Zustand transformiert. Aufgrund der abnehmenden
Ubergangsméglichkeit fiir Strahlungsprozesse von diesem Zustand aus zum
Grundzustand wird die Fluoreszenz geldscht. Es sind nur wenige Ausnahmen dieser
Regel bekannt, die nur unter speziellen Bedingungen wie niedrigerer Temperatur in
gefrorenen Ldsungen beobachtet wurden oder bei Chromophor Aggregaten, die in

sogenannten Langmuir-Blodgett-Schichten eingelagert wurden.[*81%3] In aktuelleren
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Studien wurde von Mero- oder Hemicyaninen berichtet, die sich zu fluoreszenten H-
Aggregaten anlagerten,[!9% 1%

Wortmann und Wiirthner publizierten fluoreszente H-Aggregate aus Merocyaninen,
die im Absorptionsspektrum die typischen, hypsochrom verschobenen H-Banden
zeigen.'®®!  Konzentrationsabhingige ~ Absorptionsinderungen mit  deutlichen
isosbestischen Punkten zeigten eine Gleichgewichtssituation zwischen monomerem
und dimerem Merocyanin. So konnte in den Absorptionsspektren eine hypsochrome
Maximumsverschiebung von 570 nm des Monomers zu 492 nm des Dimers
beobachtet werden. Im  Fluoreszenzspektrum ist eine  bathochrome
Maiximumsverschiebung von 597 nm des Monomers zu 697 nm des Dimers zu
beobachten. Die Fluoreszenzlebenszeit des Dimers (4.4 ns) ist deutlich langer, als die
des Monomers (0.5 ns). Die Berechnung des monomeren und dimeren
Absorptionsspektrums ergab zudem eine sehr kleine Absorptionsbande im
langwelligeren Bereich (596 nm), die den verbotenen Ubergang zwischen
Grundzustand und dem niedrigerem Exciton-Zustand reprasentiert (siehe Abbildung
3-31). Die Autoren konnten durch Roéntgen-Kristallographie, NMR und EOA
Berechnungen  (Electrooptical ~ Absorption)**’)  die  energetisch  giinstigste
Konstellation beider Chromophore bestimmen. Aus den Berechnungen der
Dipolmomente flr den energetisch hdéheren und niedrigeren Exciton-Zustand,
konnten die Winkel berechnet werden, die das Arrangement beider Chromophore
charakterisiert und die optischen Eigenschaften erklart. So stellten die Autoren nicht
nur einen Verschiebungswinkel 8 von 59.9° fest, sondern auch einen Rotationswinkel
a von 10° (siehe Abbildung 3-32). Der Rotationswinkel o ermdglicht den verbotenen
Ubergang vom Grundzustand in den niedrigeren Exciton-Zustand, der eine
Fluoreszenz der H-Aggregate bewirkt. Ohne die Rotation der Dipolmomente um 10°
waére dieser Ubergang nicht moglich und die H-Aggregate wiirden strahlungslos vom
energetisch hoéher gelegenen Exciton-Zustand in den Grundzustand Ubergehen. So
konnten Wiirthner und Wortmann die Fluoreszenz der H-Aggregate durch die
Exciton-Theorie!'’*! nach Kasha erklaren.
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Abbildung 3-32: Dimerarrangement (links: Seitenansicht, rechts: Sicht von oben), Pfeile stellen
Ubergangsdipolmomente dar, 8 = Verschiebungswinkel, o. = Rotationswinkel.

Ahnliche Resultate, wie sie Wirthner und Wortmann fiir Merocyanine feststellen
konnten, gelangen mit Thiazol-Orange-Chromophore in DNA. Diese Ergebnisse
werden in der vorliegenden Arbeit prasentiert.

Bei Chromophoren, deren Ubergangsdipolmomente eine chirale Orientierung zeigen,
kann die Exciton-Kopplung im CD-Spektrum beobachtet werden, es zeigen sich
gegensatzliche Cotton-Effekte rechts und links der Wellenldnge, die dem

Absorptionsmaximum entspricht.[16% %1
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Abbildung 3-33: Typisches bisignales Exciton CD- und UV-Spektrum.

Die Vorzeichenabfolge (positiv oder negativ) der CD-Signale korrelieren mit der
relativen Orientierung der jeweiligen Ubergangsdipolmomente jedes Chromophors,
die absolute Orientierung bzw. Helikalitat des Chromophor Aggregats kann daher

durch CD-Messungen bestimmt werden (Exciton-Chiralitits-Regef*®® ¥°}), Wenn die
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Ubergangsdipolmomente beider Chromophore in positiver Helikalitit orientiert sind,
weist der langwelligere Anteil des CD-Signals einen positiven Cotton-Effekt auf. Sind
die Ubergangsdipolmomente in negativer Helikalitit angeordnet, weist der
langwelligere Anteil des CD-Signals einen negativen Cotton-Effekt auf. Der
nachfolgende kurzwelligere Teil des CD-Signals weist dann das entsprechende
gegensatzlichen Vorzeichen des Cotton-Effekts auf (siehe Abbildung 3-34). Daher
kann anhand des CD-Signals auf die Helikalitit der Ubergangsdipolmomente

geschlossen werden.

Negative Exciton Chiralitat Positive Exciton Chiralitat

) V/ ﬁ \ ™
Ag Age

A
+ +

|\ I A
¥

Abbildung 3-34: Grundlage der Exciton-Chiralitats-Regel, die die Helikalitdt zweier elektrischer
Ubergangsdipolmomente dem entsprechenden CD-Signal zuordnet.

>y
>

Die Signalintensitat im CD-Spektrum ist sehr stark abhangig vom Winkel zwischen

beiden Ubergangsdipolmomenten.!?%% 2911 Gleichung 3-2 gibt diese Abhangigkeit an.

Ag = i%paungg sin(26)

Gleichung 3-2:  CD-Signalintensitat in Abhdngigkeit des Winkels zwischen den
Ubergangsdipolmomenten zweier Chromophore.
Ma, Ha= elektronische Ubergangsdipolmomente der Chromophore a und d
R4ss = Abstand beider Chromop!jore
0 = Winkel zwischen beiden Ubergangsdipolmomenten.
Wenn der Winkel 6 = 0°, 90° oder 180° annimmt, wird die Signalintensitat gleich
null. Am intensivsten sollte das CD-Signal sein, wenn 8 = 45° oder 135° annimmt.

Das bedeutet konkret, dass bei einer linearen Anordnung der Chromophore (6 =
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180°, d.h. ohne eine Verdrehung der Ubergangsdipolmomente) kein oder nur ein

sehr schwaches CD-Signal zu beobachten ist.!1%: 198-202]
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4. Thiazole Orange in DNA

In den letzten Jahren wurden fluoreszente Oligonukleotidsysteme entwickelt, die die
Komplementaritdt von DNA-Duplexen oder die Existenz von Basenfehlpaarungen

durch einen signifikanten Anstieg oder Léschung von Fluoreszenz anzeigen.!*® 7/ 57

84 8688 Anderungen in der Fluoreszenzintensitit kdnnen aber auch durch
unerwiinschte  Nebeneffekte  zustandekommen, die  Auslesefehler  des
Fluoreszenzsignals als Folge haben. Wiinschenswert sind daher Fluoreszenzsonden,
die aufgrund von Hybridisierung bzw. Dehybridisierung ihr Fluoreszenzmaximum und

damit ihre Fluoreszenzfarbe andern.

4.1 Synthese

Wagenknecht et al. inkorporieren Chromophore als Basensurrogate in DNA mit Hilfe
eines azyklischen Linkersystems zwischen den Phosphodiesterbriicken. Ein
azyklischer Linker ist im Falle des positiv geladenen Thiazol-Orange-Chromophors zu
bevorzugen, weil der Farbstoff bei einer glykosidischen Ankniipfung, eine sehr gute
Abgangsgruppe am anomeren Zentrum darstellen wirde. Der azyklische Linker sorgt
fur eine hdhere chemische Stabilitat, auBerdem gewahrt er genligend Flexibilitat fur
die Interkalation des Chromophors zwischen den Basenstapel.?% 20 Als 2'-
Deoxyribose-Ersatz dient (5)-(-)-3-Amino-1,2-propandiol (Abbildung 4-1), das
zwischen zwei Phosphatgruppen des DNA-Rlckgrats eingebaut wird. Das (S)
Stereoisomer wurde gewahlt, um die Konfiguration am C-3’ der 2'-Deoxyribose
nachzuahmen. Diese offenkettige Variante wurde bereits erfolgreich zur Synthese
von Ethidium!?®> 2%l perylenbisimid-1*?*!, Indol-?*”> 2% und Phenothiazin-"%"

modifizierter DNA verwendet.
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Abbildung 4-1: Nattirliches Nukleosid (links), azyklisches Linkersystem als Riboseersatz, verkniipft mit
Indol (rechts oben). Weiterentwicklung des azyklischen Linkers via Carbamatfunktion
(unten), verkniipft mit Thiazol Orange.

In meiner Diplomarbeit konnte ich die Anknipfung von Thiazol Orange an das
azyklische Linkersystem um eine Synthesestufe vereinfachen, indem ich statt einer
direkten Ankopplung des Chromophors an das Amin des Linkers eine
Carbamatfunktion als Briicke zwischen beiden Molekiilteilen eingefiigt habe. Dadurch
wird eine Schitzung und Entschitzung des Amins wahrend und nach der
Phosphitylierung unnétig, da nun eine pseudo-Doppelbindung durch die Konjugation

mit der Carbonylfunktion vorliegt.

Der in der Arbeitsgruppe etablierte azyklische Linker 3 (Abbildung 4-3) wurde
ausgehend von (5)-(-)-3-Amino-1,2-propandiol gemaB den bereits publizierten
Vorschriften synthetisiert.l?®> 2% 2101 pjeser kann entweder iber den Chinolin-
Stickstoff an Thiazol Orange gebunden werden!'3*! oder iber den Benzothiazol-
Stickstoff?!* (Abbildung 4-2). Die unterschiedliche Verkniipfung des Thiazol Oranges
an DNA hat Auswirkungen auf die Interkalation und damit auf die optischen
Eigenschaften des Chromophors.*¥ So zeigt (iber den Chinolin-Stickstoff
verbriicktes Thiazol Orange kein Aggregationsverhalten, wie es in dieser Arbeit fiir

den Chromophor, verbriickt iiber den Benzothiazol-Stickstoff, beschrieben ist.!?!?
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Abbildung 4-2: Ankniipfung des Thiazol-Orange-Chromophors (iber den Benzothiazol-Stickstoff (TO,
oben), Ankniipfung Uber den Chinolin-Stickstoff (TO’, unten).

Zur Synthese des Chromophors wurde Chinolin gemaB Literatur!!*3! mit Methyliodid
am Stickstoff alkyliert, es entsteht 5 (Abbildung 4-3). 2-Methylbenzothiazol wurde
mit 1-Iodopropanol zu 4 umgesetzt, um in der Folgereaktion in basischer Lésung
selektiv an der para-Position von 5 anzugreifen, dies konnte mittels NOESY-NMR
nachgewiesen werden. Eine Kopplung des entstandenen Thiazol Oranges mit 1,1’-
Carbonyldiimidazol und nachfolgender Weiterreaktion mit dem Linker 3 ergibt 7 in
guter Ausbeute. Aufgrund von Nebenreaktionen, wie z.B. der Eigenkopplung des
Linkers, ist eine Reinigung von 7 mittels Flash-Sdulenchromatographie notwendig.
Hierbei ist auf eine sehr ziligige Durchflihrung zu achten, um Gegenionenverluste zu
vermeiden. Eine Bereitstellung von Acetatanionen im Laufmittel fuhrt zum Zerfall des
Phosphoramidits 8 im nachsten Reaktionsschritt und ist daher zu vermeiden. Die
besten Ausbeuten von 8 wurden mit einer verlangerten Reaktionszeit (iber Nacht

erreicht, im Gegensatz zur standardisierten Reaktionszeit von 60 min.
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Abbildung 4-3: Synthesestrategie zum Aufbau des Thiazol-Orange-Phos
a) 1,4-Dioxan, 3.3 eq. Mel, Riickfluss, 1h; 99 %.

b) MeCN, 110 °C, 91 h; 90 %.
¢) NEt; (2.5 eq.), CH,Cl,/MeOH = 1:1, RT, 15 h; 31 %.

d) 1. Trifluoressigsaureethylester, iber Nacht, RT; 91 %. 2. DMT-CI, 12 h, RT;

87 %. 3. NH3, Uiber Nacht, RT; 95 %.

@
N s

O

phoramidits 8.

e) 1,1-Carbonyldiimidazol (1.1 eq.), DMF, RT, 48 h; 56 %.

f) DIPEA, 2-Cyanoethyl-N,N-di/sopropylchlorophosphoramidit, CH,Cl,, RT, 15 h;

quant.

Nach wassriger Aufarbeitung konnte 8 zur DNA-Synthese sofort verwendet werden.

Zum Einbau in Oligonukleotide wurde ein verandertes Kop

verlangerten Reaktionszeit von 61.6 min (siehe Kapitel 9.3.1) verwendet, um eine

ausreichend hohe Kopplungseffizienz zu erreichen.
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Interstrang-Dimere

4.2 Interstrang-Dimere

4.2.1. Optische Eigenschaften

Es werden die optischen Eigenschaften folgender DNA Duplexe untersucht:

DNA1l: 3’-CAG-TCA-GTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA2: 5-GTC-AGT-CAA-CTG-CAT-GC-3’

Dieser Duplex dient als unmodifizierter Referenzduplex.

DNA3: 3'-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA2: 5-GTC-AGT-CAA-CTG-CAT-GC-3’

Dieser Duplex weist monomeres Thiazol Orange auf.

DNA3: 3’-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’

DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'

Dieser Duplex weist zwei Thiazol-Orange-Chromophore auf, die durch die
Basenkomplementaritat gezwungen werden, in raumliche Nahe zueinander zu treten.
Hierbei ist zu beachten, dass sich beide Thiazol-Orange-Chromophore in der
sequentiellen Abfolge nicht direkt gegeniber stehen, sondern diagonal zueinander.
Dabei bilden sie excitonische Wechselwirkungen miteinander aus, die drastische
Veranderungen in den optischen Eigenschaften zur Folge haben.

Zunachst werden die optischen Eigenschaften der Einzelstrénge untersucht. DNA4
zeigt im Absorptionsspektrum (Abbildung 4-4) die flir Thiazol Orange erwartete
Feinstruktur mit einem Emissionsmaximum bei 510 nm und einer Schulter bei 490
nm. Diese resultieren aus den fiir diese Chromophore typischen, vibronischen 0->1
und 0>0 Ubergéngen. DNA3 zeigt eine hdhere Intensitit der Schulter, aber ebenfalls
das erwartete Maximum.

Das Absorptionsspektrum des Thiazol Oranges in DNA3-2 weist das erwartete
Maximum bei 507 nm auf und die Feinstruktur mit einer Schulter bei 486 nm. Dass
die Absorptionsintensitat von DNA3-2 im Vergleich zu DNA3 sinkt, liegt an der
Basensensitivitat des Thiazol Oranges bezliglich Nachbar- und Gegenbasen, bei der

der Extinktionskoeffizient des Chromophors um bis zu 60 % variieren kann.?*3!
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Abbildung 4-4: Absorptionsspektren von DNA3, DNA3-2, DNA4, und DNA3-4; 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Die Absorption von DNA3-4 zeigt drastische Veranderungen im Vergleich zu DNA3-2.
Die Intensitat steigt stark an, dies entspricht aber ungefahr den Erwartungen bei
doppelter Anzahl an Chromophoren. Das Absorptionsmaximum verschiebt sich von
510 nm um ca. 30 nm hypsochrom zu 487 nm. Bei sorgfaltiger Betrachtung der
Absorptionsbanden ist festzustellen, dass sich die Intensitaten der Maxima und der
Schultern umkehren. So stellt die Schulter der Monomerabsorptionsbande bei
486 nm nun das Maximum der Dimerabsorption dar, wohingegen das Maximum der
Monomerabsorption bei 507 nm zur Schulter im Dimerabsorptionsspektrum wird. Es
findet also eine Umkehr der Intensititen statt. Ahnliche Beobachtungen wurden
bereits bei Aggregaten von Cyaninfarbstoffen(!8 2142161 sowie bei dimeren Formen

von Cyaninen (TOTO, ein TO-Dimerkonjugat)!*3% 158 217, 218]

gemacht.

Im Fluoreszenzspektrum (Abbildung 4-5) zeigt DNA4, wie erwartet die typische
Feinstruktur des Thiazol-Orange-Chromophors mit einem Maximum bei 530 nm und
einer Schulter bei 565 nm. DNA3 zeigt eine erhéhte Intensitat der Emissionsschulter,

besitzt aber dasselbe Emissionsmaximum wie DNA4.
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Abbildung 4-5: Emissionsspektren von DNA3, DNA4, DNA3-2 und DNA3-4; 2.5 uM DNA, 10 mM NaP,,
pH 7, 250 mM NaCl, Lex. = 490 nm, 20 °C. Foto: DNA3-2 (links), DNA3-4 (rechts);

2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C; angeregt mit einer
herkémmlichen UV-Lampe.

DNA3-2 zeigt ebenfalls die typischen Emissionseigenschaften des monomeren
Thiazol-Orange-Chromophors. Werden die DNA-LGsungen, die einfach modifizierte
Oligonukleotide enthalten, mit einer UV-Lampe angeregt (254 nm) wird die typische,
griine TO-Monomeremission fur das Auge sichtbar (Abbildung 4-5, Foto links). Diese
optischen Eigenschaften des Thiazol Oranges sind seit 1986/%'° bekannt und wurden
vielfach fir die Oligonukleotidanalytik ausgenutzt.
Die drastischen Veranderungen, die im Emissionsspektrum von DNA3-4 beobachtet
werden kénnen, sind unseres Wissens nach und nach sorgfiltiger Uberpriifung der
Literatur, unbekannt. Das Maximum der Fluoreszenzintensitat von DNA3-4 verschiebt
sich um ca. 50 nm bathochrom auf 580 nm, dabei verliert das Emissionsspektrum die
TO-typische Feinstruktur und weist eine breite Bande auf (Abbildung 4-5). Diese
Veranderungen sind mit bloBem Auge beobachtbar; die DNA-L&sung, mit einer UV-

Lampe angeregt, zeigt orangefarbene Fluoreszenz (Abbildung 4-5, Foto rechts),

wohingegen DNA3-2 griines Licht emittiert.

des Monomerfluoreszenzmaximums Bestandteil des

Da die Wellenlange
und umgekehrt die Wellenlange  des

Dimeremissionsspektrums st
Dimerfluoreszenzmaximums auch ein Bestandteil des Monomeremissionsspektrums

ist, empfiehlt es sich, zur Vereinfachung die Verhaltnisse beider Maxima in Betracht
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zu ziehen (Gleichung 4-1). Teilt man die Fluoreszenzintensitdt bei 533 nm
(Monomermaximum) durch die Fluoreszenzintensitat bei 585 nm (Dimermaximum),
so kann man Werte errechnen, die charakteristisch sind fiir die jeweilige monomere

oder dimere Form des Thiazol Oranges.

Flessm
RFI — FIS33
585nm

Gleichung 4-1: Fluoreszenzintensitdtsverhaltnis Rg (FI = Fluoreszenzintensitat bei angegebener
Wellenlange)

Flir das Thiazol-Orange-Monomer errechnet man so einen Wert von 2.54, flir das

TO-Dimer einen Wert von 0.15 (Tabelle 4-1). Diese Zahlen erleichtern die

Handhabung und Bewertung der nachfolgenden Analysen und Fluoreszenzspektren.

Das Thiazol-Orange-Monomer zeigt eine Stokes-Verschiebung von 17 nm, dies ist ein
flr ein organisches Chromophor Uiblicher Wert (Abbildung 4-6). Das Thiazol-Orange-
Dimer hingegen zeigt eine enorme Stokes-Verschiebung von nahezu 100 nm. Das ist

flr organische Fluorophore ein erstaunlicher Wert.
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0.9 530 nm DNA3-2 Emission  [-0.9
r o
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0.7 DNA3-4 Emission :07 2
(=) I o
.8. 0.6 0.6 R,
c Stokesshift: F 3
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Q L (s
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Abbildung 4-6: Normierte Absorptions- und Emissionsspektren von DNA3-2 und DNA3-4; 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex = 490 nm, 20 °C.

Die Fluoreszenzlebenszeit des TO-Dimers ist deutlich langer (2.83 ns), als die des
TO-Monomers (1.55 ns). Die Quantenausbeute des TO-Dimers (8.0 %) ist niedriger,
als die des TO-Monomers (22.0 %) (Tabelle 4-1). Oberflachlich betrachtet, sind diese

spektroskopischen Eigenschaften charakteristisch fir Excimere (Vergleiche dazu
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Kapitel 4.7). Die Excimerbildung steht im Widerspruch zur excitonischen

Wechselwirkung der TO-Chromophore.

Tabelle 4-1: Charakteristische Daten von DNA1-2, DNA3-2 und DNA3-4; 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

DNA Flmax/NM /NS ® Ry (FIszanm/FIsgsom) Tm/°C Tm/°C
[260 nm] [508 nm]
DNA1-2 - - - - 67.5 -
DNA3-2 530 231 0.22 2.54 65.5 -
DNA3-4 585 3.1 0.08 0.15 69.4 70.5

In einem geometrisch optimierten Modell (Abbildung 4-7) ist deutlich zu erkennen,

wie beide Chromophore antiparallel aggregieren. Das bedeutet, dass der Chinolinteil

Abbildung 4-7: Geometrisch
optimierte Modelldarstellung von
DNA3-4.

des einen  Chromophors gegeniber dem
Benzthiazolteil des anderen Chromophors
positioniert ist und umgekehrt. Es ist klar zu
erkennen, dass beide Chromophore nicht interkaliert
sind, sie bilden keine m-m-Wechselwirkungen mit
den Nachbarbasen aus, sondern sie lagern sich
beide innerhalb der kleinen Furche aneinander an.

Dass die Existenz des DNA-Duplex als Grundgerist
fur die Ausbildung des Dimers trotzdem von
entscheidender Bedeutung ist, konnte durch
Dehybridisierungsexperimente nachgewiesen
werden  (Abbildung 4-10). Die thermische
Dehybridisierung des Duplexes DNA3-2 zeigt im
Absorptionsspektrum (Abbildung 4-8, links) lediglich
eine leichte Minderung der Absorptionsintensitat und
eine sehr kleine hypsochrome Verschiebung des

Maximas um ca. 6 nm. Das temperaturabhangige

Absorptionsspektrum von DNA3-4 zeigt bei niedrigen Temperaturen zundchst die

charakteristischen optischen Eigenschaften von dimerem Thiazol Orange. Bei
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steigender Temperatur findet jedoch eine bathochrome Verschiebung statt. Bei 90 °C
liegen die Oligonukleotide als Einzelstréange vor, dadurch wird das TO-Dimer separiert
und zeigt nun die charakteristischen optischen Eigenschaften von monomerem

Thiazol Orange.

0.12
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Abbildung 4-8: Temperaturabhangige Absorptionsspektren von DNA3-2 (links) und DNA3-4 (rechts).
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20-90 °C.

Der starke Absorptionsanstieg bei 507 nm kann zur Bestimmung der
Schmelztemperatur des Duplexes heran gezogen werden, denn die
Absorptionsanderung, aufgrund der Separation beider Chromophore, geschieht
gleichzeitig mit der thermischen Dehybridisierung des gesamten Duplexes. Abbildung
4-9 zeigt links eine Schmelztemperaturkurve, gemessen bei 507 nm, rechts ist eine
Schmelztemperaturkurve zu sehen, wie sie standardmaBig bei 260 nm aufgenommen
wurde. Beide Messungen zeigen sehr schdne, sigmoidale Kurvenverlaufe, die sehr

nahe bei einander liegende Schmelztemperaturen ergeben (67.8 °C und 67.2 °C).
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Abbildung 4-9: Schmelztemperaturkurven von DNA3-4 gemessen bei 507 nm (links) und bei 260 nm
(rechts). 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Das temperaturabhangige Fluoreszenzspektrum von DNA3-2 zeigt eine abnehmende
Emissionsintensitat bei steigender Temperatur. Die Fluoreszenz wird schlieBlich ganz
geldscht, da der Duplex auseinander bricht und der Chromophor nun die absorbierte
Energie strahlungslos durch Rotation um die Methinbriicke abgeben kann. Zwischen
dem Spektrum bei 60 °C und dem Spektrum bei 70 °C ist ein deutlicher Einbruch der
Fluoreszenzintensitat zu sehen. Dies entspricht der Schmelztemperatur des Duplexes,
der bei 65.5 °C liegt.

DNA3-2 ——20°C ] DNA3-4

20°C

T T T T T T T
500 550 600 650 550 600 650 700 750
Wellenlénge [nm] Wellenldnge [nm]

Abbildung 4-10: Temperaturabhangige Emissionsspektren von DNA3-2 (links) und DNA3-4 (rechts).
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490 nm, 20-90 °C.
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Das Emissionsspektrum von DNA3-4 zeigt bei niedrigeren Temperaturen zunachst die
charakteristische Dimeremissionsbande, die Intensitdt nimmt jedoch bei steigender
Temperatur ab. Die Fluoreszenz nimmt schlieBlich die Gestalt der charakteristischen
Emissionsbanden des TO-Monomers an. Die Fluoreszenzmaximumsverschiebung von
585 nm nach 530 nm wird in einem normierten Emissionsspektrum sehr deutlich
(Abbildung 4-11, links). Bei einer Temperatur, die der Schmelztemperatur des
gesamten Duplexes entspricht (70.5 °C), ist eine duale Fluoreszenz zu sehen
(Abbildung 4-11, rechts). Diese weist eine breite Bande Uber beide Maxima auf und

ist von gelber Emissionsfarbe.

—— 20°C '2.5X105
— 30°C
— 40°C
— 50°C
— 60°C
65°C
70°C
75°C
\ 80°C
‘ \ — 85°C
] \— 90°C

|

\

=
o
I .

-2.0x10°

o
[e2]
1 L

5

F1.5x10

o
[e))
1 L

-1.0x10°

o
»
1 "

Fluoreszenzintensitat I [normiert]
['s*d"2] T 1eYSUSIUIZUSZSDION|]

-5.0x10"

o
N
1

0.0 —7r r 1 r r r r 1 r 1 * T °r T °r T T
500 550 600 650 700 500 550 600 650 700
Wellenldnge [nm] Wellenldnge [nm]

0.0

Abbildung 4-11: Normierte temperaturabhéngige Emissionsspektren von DNA3-4. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, iee = 490 nm, 20-90 °C (links). Duale Fluoreszenz bei der
Schmelztemperatur des Duplexes (rechts).

Diese Resultate zeigen, dass sowohl das Dimer als auch der gesamte Duplex bei
nahezu identischer Temperatur dehybridisieren. Dies beweist die Notwendigkeit eines
stabilen Rahmengerdsts fiir die TO-Dimerbildung, das durch den DNA-Duplex bereit
gestellt wird.

Der unmodifizierte Duplex DNA1-2 zeigt eine Schmelztemperatur von 67.5 °C
(Tabelle 4-1). Durch den Einbau eines Thiazol-Orange-Chromophors in den Duplex
(DNA3-2), sinkt die Schmelztemperatur um 2 °C auf 65.5 °C. Dies stellt eine
Destabilisierung des DNA-Doppelstranges dar, die allerdings nicht so stark
ausgepragt ist, wie man erwartet hatte, denn die Einflihrung eines azyklischen

Glykollinkers destabilisiert einen Duplex normalerweise um ungefahr 10 °C.[207]
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Offensichtlich tragt das Thiazol Orange durch die Anlagerung an die kleine Furche
des DNA-Duplexes dazu bei, die durch den Linker verlorene Stabilitat
wiederzugewinnen. Werden zwei Thiazol-Orange-Chromophore in den Duplex als
diagonales Basenpaar eingebaut (DNA3-4), zeigt sich sogar eine Stabilisierung des
Doppelstranges gegentiber dem unmodifizierten Duplex (+1.9 °C).

Die CD Spektren von DNA1-2, DNA3-2 und DNA3-4 zeigen alle zwischen 260 nm und
300 nm einen positiven Cotton-Effekt, einen Nulldurchgang bei ca. 260 nhm und einen
negativen Cotton-Effekt zwischen 260 nm und 230nm. Dieses Signal deutet auf die
B-Helix der DNA®? hin. DNA1-2 und DNA3-2 zeigen im langwelligeren Bereich >300
nm keinen Cotton-Effekt, wohingegen DNA3-4 ein sehr starkes Signal mit einem
Nulldurchgang bei 510 nm aufweist. Dieser Nulldurchgang entspricht der
Wellenldnge, bei der im Absorptionsspektrum des Dimers eine Schulter zu sehen ist.
Der langwelligere Cotton-Effekt ist negativ (zwischen 510 nm und 574 nm), der

kurzwelligere ist positiv (zwischen 438 nm und 510 nm).
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Abbildung 4-12: CD-Spektren von DNA1-2, DNA3-2 und DNA3-4. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250
mM NaCl, 20 °C.

Diese Beobachtungen koénnen entsprechend der Exciton-Chiralitdts-Methode der CD-
Spektroskopie®® interpretiert werden, die besagt, dass die excitonischen
Wechselwirkungen zweier identischer Chromophore mit ausgepragtem m-System zu
einer energetischen Aufspaltung des angeregten Zustandes fiihren. Diese
sogenannte Davydov-Aufspaltung generiert Cotton-Effekte mit entgegen gesetzten

Signalen, der Abstand beider Extrema entspricht dem AA der Davydov-Aufspaltung,
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diese betrdgt hier 52 nm oder 23.84 eV (3.82*10'8 Joule) (vergleiche dazu auch
Kapitel 3.4).

4.2.2. Gegenbasenvariation

Um zu untersuchen, ob die Sensitivitat der optischen Eigenschaften des Thiazol-
Orange-Monomers auf seine Nachbar- und Gegenbasen auch beim TO-Dimer zu

beobachten ist, wurde die sequentielle Basenumgebung variiert.

Zunachst wurde der Einfluss der Gegenbasen auf das spektroskopische Verhalten des

TO-Dimers untersucht. Dazu wurden folgende DNA-Sequenzen synthetisiert:

DNAS5: 3'-CAG-TCA-TOAT-GAC-GTA-CG-5’
DNAG6: 5-GTC-AGT-ATOA-CTG-CAT-GC-3'
DNA7Z: 3’-CAG-TCA-TOCT-GAC-GTA-CG-5’
DNAS: 5-GTC-AGT-CTOA-CTG-CAT-GC-3’
DNA9: 3’-CAG-TCA-TOGT-GAC-GTA-CG-5
DNA10O: 5-GTC-AGT-GTOA-CTG-CAT-GC-3".

Im Vergleich zu DNA3-4 mit Thymin als Gegenbase, weisen die nachfolgenden
Sequenzen jeweils Adenin (DNA5-6), Cytosin (DNA7-8) oder Guanin (DNA9-10) als

Gegenbase zu den beiden Thiazol-Orange-Chromophoren auf.

Im UV/VIS-Absorptionsspektrum (Abbildung 4-13) ist beispielhaft der Einzelstrang
DNA10 zu sehen, um die hypsochrome Verschiebung der TO-Monomerabsorption zur
TO-Dimerabsorption zu verdeutlichen, die alle Duplexe zeigen. DNA9-10 weist als
einziger Duplex leichte Abweichungen von der typischen Dimerabsorption auf.
Guanin scheint als Gegenbase zu TO eine Stérung der Dimerbildung zu verursachen.
Guanin ist dafiir bekannt, starke Wechselwirkungen mit Chromophoren einzugehen,
so wird diese Eigenschaft beispielsweise bei der Stabilisierung von Quadruplexen

ausgenutzt, die aus gestapelten Guanin-Tetraden bestehen.!?21223!
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Abbildung 4-13: Absorptionsspektren von DNA10, DNA3-4, DNA5-6, DNA7-8 und DNA9-10. 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Die Emissionsspektren (Abbildung 4-14) zeigen im Vergleich zum Einzelstrang
DNA10, die Verschiebung von der Monomeremission zur Dimeremission. Alle Duplexe
zeigen charakteristische Dimeremissionsbanden. Mit Guanin (DNA9-10) und Adenin
als Gegenbase (DNA5-6) ist die geringste Fluoreszenzintensitdt zu beobachten. Die
bathochrome Verschiebung des Emissionsmaximums bei DNA9-10 ist nicht so stark

ausgepragt (sie betragt lediglich 37 nm) wie bei DNA3-4 (50 nm).
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Abbildung 4-14: Emissionsspektren von DNA10, DNA3-4, DNA5-6, DNA7-8 und DNA9-10. 2.5 uM DNA,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Xexe = 490 nm, 20 °C. Foto von links nach rechts:
DNA3-4, DNA5-6, DNA7-8, DNA9-10. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl,
20 °C, angeregt mit einer herkémmlichen UV-Lampe.
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Alle Duplexe zeigen gute thermische Stabilitaten (Tabelle 4-2). Die
Schmelztemperaturen betragen zwischen 66.3 °C und 69.8 °C. Der Duplex DNA9-10,
der sowohl im Absorptions- als auch im Emissionsspektrum Abweichungen von den
typischen optischen Eigenschaften des TO-Dimers zeigt, weist auch die niedrigste
Schmelztemperatur auf. Die Rg-Werte von DNA3-4, DNA5-6 und DNA7-8 sind relativ
niedrig und typisch flr das TO-Dimer. DNA9-10 zeigt einen leicht erhdhten Wert
(0.78), der aber immer noch deutlich unter dem des Monomers liegt (2.54 bei DNA3-
2).

Tabelle 4-2: Charakteristische Daten der Duplexe DNA3-4, DNA5-6, DNA7-8 und DNA9-10. 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexe = 490 nm, 20 °C.

DNA Flnmax/nm  ®  Rgp (FIszznm/FIsssnm) Tm/°C[260 nm] T,,/°C[508 nm]
DNA3-4 585 0.08 0.15 69.4 70.5
DNA5-6 578 0.15 0.49 67.3 66.4
DNA7-8 587 0.20 0.21 69.8 69.0
DNA9-10 569 0.20 0.78 66.3 65.0

Die CD-Spektren der Duplexe zeigen bei 260 nm das typische Signal einer B-Helix.
Zwischen 420 nm und 580 nm ist ein deutliches CD-Signal zu beobachten, das von
den excitonischen Wechselwirkungen der TO-Chromophore verursacht wird. Dabei ist
die Intensitat des Signals stark abhangig von der Gegenbase der Chromophore. Es
zeigt sich auch hier eine Stérung der Dimerbildung durch Guanin in DNA9-10, dieser
Duplex zeigt die geringste Signalintensitdt. Bei DNA7-8 ist das starkste CD-Signal zu
beobachten, dieser Duplex zeigt auch im Emissionsspektrum die hochste
Fluoreszenzintensitat. Es scheint hier einen Zusammenhang zu geben: je intensiver
das CD-Signal ist, desto hdher ist die Intensitat der Emissionsbande. Die Davydov-
Aufspaltung ist mit 53 nm oder 23.4 eV wieder wie erwartet und fir alle Duplexe

ahnlich.
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Abbildung 4-15: CD-Spektren der Duplexe DNA3-4, DNA5-6, DNA7-8 und DNA9-10. 2.5 uM DNA, 10
mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

4.2.3. Nachbarbasenvariation

Um den Einfluss der Nachbarbasen auf die optischen Eigenschaften des Thiazol-

Orange-Dimers zu untersuchen, wurden folgende DNA-Sequenzen synthetisiert.

DNA11: 3'-CAG-TCG-TOTC-GAC-GTA-CG-5’
DNA12: 5-GTC-AGC-TTOG-CTG-CAT-GC-3'
DNA13: 3’-CAG-TCA-TOTA-GAC-GTA-CG-5’
DNA14: 5-GTC-AGT-TTOT-CTG-CAT-GC-3’
DNA15: 3’-CAG-TCC-TOTC-GAC-GTA-CG-5’
DNA16: 5-GTC-AGG-TTOG-CTG-CAT-GC-3".

Im Vergleich zu DNA3-4 mit dem TO-Dimer in einer AT/TA-Basenumgebung, sind die
beiden Chromophore bei DNA11-12 in einer GC/CG-Basenumgebung positioniert. Bei
DNA13-14 und DNA15-16 sind die benachbarten Basen nochmals ausgetauscht zu
AT/AT bzw. CG/CG. In allen Duplexen wurde Thymin als Gegenbase gewahlt.

In Abbildung 4-16 ist das Absorptionsspektrum des Einzelstranges DNA14 als

Referenz flr die monomere Absorption von Thiazol Orange mit einem Maximum bei
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507 nm und einer Schulter bei 486 nm abgebildet. Die Duplexe DNA3-4, DNA11-12,
DNA13-14 und DNA15-16 zeigen eindeutig die Dimerabsorption, mit einem Maximum
bei 490 nm und einer Schulter bei 512 nm. Es zeigen sich leichte
Intensitatsunterschiede in Abhdngigkeit der Nachbarbasen. Dies liegt an veranderten

Extinktionskoeffizienten des Thiazol Orange in Abhéngigkeit der Basenumgebung.!®!
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Abbildung 4-16: Absorptionsspektren von DNA14, DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-16.
2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

In Abbildung 4-17 ist das Spektrum des Einzelstranges DNA14 als Referenz fiir
monomere Emission des Thiazol Oranges aufgetragen, mit einem Maximum von ca.
530 nm und einer Schulter bei 580 nm. DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-
16 zeigen deutlich die bathochrom verschobene Fluoreszenz bei ca. 580 nm. Die
Feinstruktur verschwindet fast vollsténdig. Auch hier sind Unterschiede in der
Fluoreszenzintensitdét zu sehen, die durch die Rahmenbedingungen der
Nachbarbasen zustandekommen. Allerdings ist generell die Abhdngigkeit der
optischen Eigenschaften von den Gegenbasen grdBer als von den Nachbarbasen. Die
Verschiebung der Fluoreszenz ist bei den Duplexen DNA11-12 und DNA13-14 noch
etwas groBer als im Referenzduplex DNA3-4, die Maxima liegen bei ungefahr
593 nm.
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Abbildung 4-17: Emissionsspektren von DNA14, DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-16.
2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C. Foto von links
nach rechts: DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-16. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkbmmlichen UV-Lampe.

Es scheint fiir die Aggregation beider Chromophore glinstiger zu sein, wenn sie von
AT/AT-Nachbarbasen umgeben sind, statt von AT/TA, denn DNA13-14 zeigt eine
hohere Emissionintensitdt als DNA3-4. Fir die Dimerbildung scheint die
Nachbarbasenkombination CG/CG ungeeigneter zu sein, als GC/CG, denn DNA15-16
zeigt eine deutlich niedrigere Emissionsintensitat als DNA11-12. Beachtlich ist, dass
eine Emissionsverschiebung in allen vier Féllen zu beobachten ist. Keiner der Duplexe
weist die rein monomere Fluoreszenz auf. Das bedeutet, dass das TO-Dimer
universell eingesetzt werden kann.

Auch die Fotos der mit einer UV-Lampe angeregten DNA-LGsungen zeigen alle eine
entsprechend des TO-Dimers orangefarbene Emission (Abbildung 4-17, Foto). Die
Farbintensitatsunterschiede hangen von der Distanz zwischen der Kiivette und der
UV-Lampe ab, sowie von den Einstellungen der verwendeten Kamera. Farb- und
Intensitatsunterschiede der Fotos reflektieren also nicht unbedingt die oben
gezeigten Emissionsspektren.

Die Fluoreszenzintensitatsverhaltnisse Rg (Tabelle 4-3) liegen bei den Duplexen
DNA3-4, DNA11-12 und DNA13-14 bei recht dhnlichen Werten (~0.16), wohingegen
Duplex DNA15-16 einen leicht erhéhten Wert von 0.45 zeigt. Die standardmaBig bei
260 nm gemessene Schmelztemperatur der Duplexe zeigen gute thermische

Stabilitaten, mit Werten zwischen 69.4 °C und 72.7 °C. Die Schmelztemperaturen,
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die bei 507 nm gemessen wurden, weisen eine gute Ubereinstimmung mit denen bei
260 nm auf.

Tabelle 4-3: Charakteristische Daten der Duplexe DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-16.
2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

DNA FImax/NM  Rgp (FIssznm/FlIsssom) Tm/°C[260 nm] T,,/°C [508 nm]
DNA3-4 585 0.15 69.4 70.5
DNA11-12 594 0.16 72.7 71.0
DNA13-14 593 0.18 67.8 67.2
DNA15-16 588 0.45 72.4 69.6

Alle Duplexe weisen im CD-Spektrum deutliche Signale mit einem Nulldurchgang bei
510 nm auf. Die Duplexe mit unterschiedlichen Nachbarbasen zeigen geringere
Unterschiede in der CD-Signalintensitat, als die Duplexe mit unterschiedlichen

Gegenbasen.

——DNA3-4
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—— DNA13-14
DNA15-16

300 350 400 450 500
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Abbildung 4-18: CD-Spektren der Duplexe DNA3-4, DNA11-12, DNA13-14 und DNA15-16. 2.5 pM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Der Duplex mit der hochsten Fluoreszenzintensitét, DNA13-14, zeigt auch das
intensivste CD-Signal. Das geometrisch optimierte Modell von DNA13-14
veranschaulicht eine gute Wechselwirkung beider Chromophore, beide Farbstoffe

stehen sich exakt gegenliber (Abbildung 4-19, rechts). Auf der Basis des Modells von
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DNA3-4 ist anzunehmen, dass die Wechselwirkung der Chromophore nicht optimal
ist. Die Modelldarstellungen zeigen jedoch nur eine mogliche Anordnung der
Chromophore zur Illustration der experimentellen Ergebnisse, als Beweis sind sie

nicht zu betrachten.

Abbildung 4-19: Geometrisch optimierte Darstellung der beiden Thiazol-Orange-Chromophore in
DNA3-4 (links) und DNA13-14 (rechts).

4.3 Intrastrang-Dimere

4.3.1. Parallele Anordnung

Es hat sich herausgestellt, dass der antiparallele Intrastrang-Dimer nahezu universell
in DNA eingebaut werden kann. Es ist in jeder sequentiellen Basenumgebung eine
Emissionsverschiebung um ca. 50 nm im Vergleich zu den Emissionseigenschaften
der Monomeren zu beobachten. Leichte Unterschiede in der Aborptions- und
Fluoreszenzintensitat in Abhangigkeit der Nachbar- und Gegenbasen sind feststellbar.
Viele analytische Oligonukleotidsysteme arbeiten jedoch mit einzelstrangigen
Fluoreszenzsonden. Um zu untersuchen, ob sich auch ein Dimer ausbildet, wenn
beide Thiazol-Orange-Chromophore in einem DNA Strang eingebaut sind, wurden

folgende Sequenzen synthetisiert:

DNA17: 3'-CAG-TCA-TO-TO-TTG-ACG-TAC-5’
DNA1S8: 5-GTC-AGT--T---T--AAC-TGC-ATG-3’
Im Vergleich zu DNA3-4 wurde in DNA17-18 Duplex ein Thiazol Orange mit seiner

Gegenbase Thymin im komplementaren Strang ,ausgetauscht”.
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DNA19: 3’-CAG-TCC-TO-TO-GTG-ACG-TAC-5’
DNA20: 5-GTC-AGG--T--T---CAC-TGC-ATG-3'
Dieser Duplex wurde synthetisiert, um eventuelle Einfliisse der Nachbarbasen CG/GC
auf die optischen Eigenschaften der Chromophore im Vergleich zu AT/TA in DNA17-

18 zu untersuchen.

Abbildung 4-20 zeigt die Absorptionsspektren. Die Einzelstrange DNA17 und DNA19
unterscheiden sich nicht von den Duplexen DNA17-18 und DNA19-20. Sie zeigen
jedoch deutliche Unterschiede zu den Absorptionsspektren von DNA4 und DNA3-4.
DNA17 und DNA19 wund die entsprechenden Duplexe weisen ein
Absorptionsmaximum von ca. 480 nm auf, also 10 nm hypsochrom verschoben im
Vergleich zum Maximum von DNA3-4. Die Intensitaten sind zudem deutlich héher
und die Schultern bei 506 nm sind ausgepragter als im Referenzduplex. Diese
Absorptionsspektren lassen sich dahin gehend interpretieren, dass die Chromophore
in DNA17 und DNA19, sowie in den Duplexen DNA17-18 und DNA19-20 stark

ausgepragte excitonische Wechselwirkungen ausbilden.
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Abbildung 4-20: Absorptionsspektren von DNA4, DNA3-4, DNA17, DNA17-18, DNA19 und DNA19-20.
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Diese starken excitonischen Wechselwirkungen stehen aber nicht automatisch in
Zusammenhang mit einer Verschiebung des Emissionsmaximums. Im Vergleich zu
DNA3-4 zeigen DNA17-18 und DNA19-20 eine nahezu vollstandige
Emissionsléschung (Abbildung 4-21). Die Einzelstrange DNA17 und DNA19
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unterscheiden sich in der Emission nicht wesentlich von ihren Duplexen DNA17-18
und DNA19-20. Das Maximum der schwachen Emissionen liegt bei ungefahr 540 nm

und damit ndher beim Maximum der Monomeremission. AuBerdem zeigen sich keine

wesentlichen Unterschiede im  Fluoreszenzspektrum in  Abhdngigkeit der

Nachbarbasen CG/GC im Vergleich zu AT/TA, es sind lediglich Unterschiede in den

Intensitaten zu beobachten.
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Abbildung 4-21: Emissionsspektren von DNA4, DNA3-4, DNA17, DNA17-18, DNA19 und DNA19-20.
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, iex. = 490 nm, 20 °C. Foto von links
nach rechts: DNA3-2, DNA3-4, DNA17-18 und DNA19-20. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP,,
pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkdmmlichen UV-Lampe.

Eines wird ganz deutlich: die Fluoreszenz beider Thiazol-Orange-Chromophore in
vollstandig  geléscht.  Diese

DNA17-18 und DNA19-20 wird nahezu
beider

ist eine Begleiterscheinung der Aggregation!?*"

Fluoreszenzl6schung
dass excitonische Wechselwirkungen nicht

Chromophore, damit wird Klar,
automatisch zu einer bathochromen Verschiebung im Emissionsspektrum flihren. Die

starke Fluoreszenzldschung lasst sich auch mit dem Auge wahrnehmen. In Abbildung

4-21 (Foto) zeigen die Losungen DNA17-18 und DNA19-20 im Vergleich zu DNA3-2
und DNA3-4 kaum Fluoreszenz, die Farbe entspricht eher griin als orange. Auch die
Re-Werte liegen mit 1.2 fir DNA17-18 und 1.44 fir DNA19-20 naher beim

charakteristischen Wert flir Monomerfluoreszenz (Ri=2.54), als bei dem fiir dimere

Fluoreszenz (Rr=0.15, siehe Tabelle 4-4).
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Tabelle 4-4:  Charakteristische Daten der Duplexe DNA3-4, DNA17-18 und DNA19-20. 2.5 uM DNA,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

DNA FImax/nm  ®  Rg (FIszznm/FIsgsnm) Tm/°C[260 nm] T,,/°C[508 nm]
DNA3-4 585 0.08 0.15 69.4 70.5
DNA17-18 546 0.04 1.20 60.5 -
DNA19-20 542 0.05 1.44 65.0 -

Im Modell von DNA3-4 sieht man (Abbildung 4-22, links), wie sich beide
Chromophore antiparallel gegeniiberstehen, es kommt zu den beobachteten
drastisch veranderten optischen Eigenschaften. Das Modell von DNA17-18 (Abbildung
4-22, rechts) zeigt eine parallele Anordnung beider Chromophore. Das bedeutet,
dass sich der Benzothiazolteil eines Chromophors gegeniber dem Benzothiazolteil
des anderen Chromophors anlagert. Dies kénnte der Grund fir die Léschung der
Fluoreszenz sein, da die Anordnung der Ubergangsdipolmomente Einfluss auf die

Elektronenlibergange und die daraus resultierenden optischen Eigenschaften hat.

Abbildung 4-22:Geometrisch optimierte Modelldarstellung der beiden Thiazol-Orange-Chromophore in
DNA3-4 (links) und in DNA17-18 (rechts).

4.3.2. Antiparallele Anordnung

Werden zwei Thiazol-Orange-Chromophore nebeneinander in einen DNA-Duplex
eingebaut, sind excitonische Wechselwirkungen im Absorptionsspektrum zu
beobachten, ein Emissionsmaximum von 585 nm und eine damit verbundene
orangefarben Fluoreszenz ist jedoch nicht feststellbar. Vergleicht man DNA3-4 und

DNA17-18 genau, kann man feststellen, dass der Einbau in beide Strange die beiden
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Chromophore dazu zwingt sich antiparallel zueinander anzuordnen. Eine
Modelldarstellung verdeutlichte, dass jeweils der Chinolinteil eines Chromophors dem
Benzothiazolteil des anderen Chromophores gegeniiber steht. In DNA17-18 sind
jedoch beide Chromophore parallel zueinander angeordnet. Um die antiparallele
Anordnung beider TO-Chromophore in einem Strang zu erreichen, wurde eines der
beiden Thiazol-Orange-Chromophore lber den Chinolin-Stickstoff in den Einzelstrang
eingebaut (TO’). Dadurch sollte es zu einer antiparallelen Anordnung beider
Chromophore kommen (Abbildung 4-23). TO" wurde von Florian Menacher

synthetisiert und freundlicherweise fiir den Einbau in DNA zur Verfligung gestellt.

(2

TO oi 0
HN
O\j\ DNA O\J\ DNA
DNA(J‘r O‘N\ DNA'\,\'r Oﬂ\

Abbildung 4-23: Unterschiedliche Anknipfungsweisen von TO (links) und TO’ (rechts) an DNA.

Es wurden folgende DNA-Sequenzen synthetisiert:

DNA21.: 3’-CAG-TCA-TO-TO’-TTG-ACG-TAC-5’
DNA18S: 5-GTC-AGT--T---T---AAC-TGC-ATG-3’
DNA22: 3-CAG-TCC-TO-TO’-GTG-ACG-TAC-5’
DNA20: 5-GTC-AGG--T---T---CAC-TGC-ATG-3’
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DNA21-18 und DNA22-20 sind sequenzidentisch zu DNA17-18 und DNA19-20, bis auf
den Unterschied, dass das zweite Thiazol Orange Uber den Chinolin-Stickstoff (TO")

in den Einzelstrang eingebaut wurde.

Im Absorptionsspektrum (Abbildung 4-24, links) sind sowohl in den Einzelstrangen
DNA21 und DNA22, als auch in den Duplexen DNA21-18 und DNA22-20, starke
excitonische Wechselwirkungen zu beobachten. Alle Oligonukleotide weisen ein
Maximum von etwa 470 nm auf und eine sehr ausgepragte Schulter bei 510 nm. Das
Maximum ist im Vergleich zu DNA3-4 um ca. 10 nm weiter hypsochrom verschoben.
Duplex DNA21-18 zeigt eine starkere Absorptionsintensitdt als der Einzelstrang
DNA21. Duplex DNA22-20 zeigt keine wesentlichen Unterschiede zu DNA22.
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Abbildung 4-24: Absorptionsspektren von DNA4, DNA3-4, DNA21, DNA21-18, DNA22 und DNA22-20
(links), sowie DNA4, DNA3-4, DNA17, DNA17-18, DNA19 und DNA19-20 (rechts).
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Ahnlich stark ausgepragte excitonische Wechselwirkungen wurden auch bei Duplexen
DNA17-18 und DNA19-20 festgestellt (Abbildung 4-24, rechts). Wider Erwartens
fuhren die excitonischen Wechselwirkungen auch bei DNA21-18 und DNA22-20 nicht
zu einer typischen Dimeremission (Abbildung 4-25). Wie schon bei DNA17, DNA17-
18, DNA19 und DNA19-20 ist auch mit DNA-Duplexen, in denen ein Thiazol Orange,
das Uber den Chinolin-Stickstoff eingebaut worden ist (TO’), hauptsachlich eine

Emissionsléschung zu beobachten.
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Abbildung 4-25: Emissionsspektren von DNA4, DNA3-4, DNA21, DNA21-18, DNA22 und DNA22-20
(links), sowie DNA4, DNA3-4, DNA17, DNA17-18, DNA19 und DNA19-20 (rechts).
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, iex. = 490 nm, 20 °C. Foto von links
nach rechts: DNA21-18, DNA22-20, DNA17-18 und DNA19-20. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkbmmlichen UV-Lampe.

Sowohl die Einzelstrange DNA21 und DNA22, als auch die entsprechenden Duplexe
zeigen breite, aber sehr schwache Emissionsbanden. Das Maximum scheint dennoch
mit ungefdhr 560 nm leicht bathochrom verschoben zu sein, im Vergleich zur
monomeren Thiazol-Orange-Emission. Dies kdnnte auf die antiparallele Anordnung
der Chromophore zuriickzufiihren sein. Diese Beobachtung lasst sich auch mit dem
Auge feststellen, denn die DNA-L&sungen, angeregt mit einer UV-Lampe, zeigen eine
gelbe Farbe (Abbildung 4-25, Foto). Die Farbe der DNA-L6sungen von DNA17-18 und
DNA19-20 ist griin. Auf dem Foto erscheinen die Emissionsfarben von DNA21-18 und
DNA22-20 sehr hell, dies stiinde in Kontrast zu den gemessenen Emissionsspektren.
Daher ist auch hier wichtig zu erwahnen, dass die Intensitat, die auf den Fotos zu
sehen ist, abhdngig ist von der Position der Kiivette zur UV-Lampe und auch von den
Einstellungen des Fotoapparats.

Die Schmelztemperaturen der Duplexe sind durchweg kleiner als die des
Referenzduplexes DNA3-4 und der entsprechenden Duplexe zur Evaluation des
Einflusses der Gegen- und Nachbarbasen. Sie betragen lediglich 59.5 °C und 69.4 °C,
wohingegen alle zuvor diskutierten Duplexe eine Schmelztemperatur zwischen
66.3 °C und 72.7 °C aufweisen. Es scheint, dass der Einbau zweier Thiazol-Orange-

Chromophore in denselben Strang die DNA-Helix in ihrer Stabilitat stért und dass dies
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nur maBig durch die mn-n-Wechselwirkungen zwischen den Chromophoren
ausgeglichen werden kann. Die Fluoreszenz der Duplexe ist leider so gering, dass die
Aussagekraft der Rg-Werte nur als gering einzuschatzen ist. Sie bewegen sich in
einem Bereich, der weder dem charakteristischen Monomerwert (<1.0) noch dem

Dimerwert (>2.0) zuzuordnen ist.

Tabelle 4-5: Charakteristische Daten der Duplexe DNA3-4, DNA17-18, DNA19-20, DNA21-18 und
DNA22-20. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, A = 490 nm, 20 °C.

DNA FImax/NM  Rep (FIszznm/FIsgsnm) Tm/°C [260 nm]
DNA3-4 585 0.15 69.4
DNA17-18 546 1.20 60.5
DNA19-20 542 1.44 65.0
DNA21-18 558 1.08 59.5
DNA22-20 564 0.80 66.4

Wie bereits gezeigt, weist DNA3-4 einen sehr stark ausgepragten negativen Cotton-
Effekt bei 540 nm auf, gefolgt von einem Nulldurchgang bei 510 nm, dies entspricht
dem Absorptionsmaximum der Dimerabsorptionsschulter. Zusammen mit dem
intensiven positiven Cotton-Effekt bei 486 nm wird deutlich, dass die antiparallele
Anordnung beider Thiazol-Orange-Chromophore zu einer negativen Chiralitat beider
Dipolmomente flihrt.
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Abbildung 4-26: CD-Spektren der Duplexe DNA3-4, DNA17-18, DNA19-20, DNA21-18 und DNA22-20.
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.
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Ebenso bilden die Dipolmomente der Dimere in DNA21-18 und DNA22-20 eine
negative Chiralitdt, ersichtlich anhand der Vorzeichenabfolge der CD-Signale. Die CD-
Signale von DNA21-18 und DNA22-20 sind jedoch wesentlich schwacher als das CD-
Signal von DNA3-4, zeigten aber gleichfalls einen langwelligeren negativen und einen
kurzwelligeren positiven Cotton-Effekt. Dies deutet auf eine antiparallele Anordnung
beider Chromophore in der kleinen Furche hin. DNA17-18 und DNA19-20 zeigen
einen langwelligeren positiven und einen kurzwelligeren negativen Cotton-Effekt und
dadurch inverse CD-Signale im Vergleich zu DNA21-18 und DNA22-20. Es zeigt sich
ein Unterschied von paralleler und antiparalleler Anordnung beider Chromophore
nicht nur in veranderten optischen Eigenschaften wie Fluoreszenz und Absorption,
sondern auch in den CD-Spektren. Eine weitere wichtige Beobachtung ist die geringe
Intensitat der CD-Signale von DNA17-18, DNA19-20, DNA21-18 und DNA22-20.
Betrachtet man die CD-Signalintensitat der excitonisch gekoppelten Chromophore als
eine Funktion von sin(28), (6 = Winkel zwischen den Ubergangsdipolmomenten), so
sind die geringsten Signalintensitaten bei Winkeln von 6 = 0°, 90° und 180° zu
erwarten.?®?! Die sehr niedrigen CD-Signalintensititen deuten auf ein planares und
geringfiigig helikal verdrehtes Arrangement der Ubergangsdipolmomente hin. Im
Gegensatz dazu konnten bei der Evaluation der Basenumgebung des Dimers
grundsatzlich starke CD-Signale beobachtet werden, was darauf hin deutet, dass die
Ubergangsdipolmomente der Chromophore nicht nur antiparallel, sondern auch
deutlich helikal verdreht zueinander stehen mussen.

Diese Beobachtungen flihren zu der Annahme, dass ein Einbau des zusatzlichen
Thiazol Oranges Uber seinen Chinolinstickstoffs tatsachlich zu einer antiparallelen
Anordnung der Chromophore flihrt, da eine gelbe, wenn auch sehr schwache
Emissionsfarbe zu beobachten ist und eine entsprechende Vorzeichenabfolge der
Cotton-Effekte in den CD-Spektren. Die Emissionen sind jedoch stark geldscht; dies
kdnnte daran liegen, dass sich beide Chromophore im selben DNA-Strang befinden
und sich dadurch nicht gegeneinander verdrehen kdnnen, so dass ein Winkel
zwischen den beiden Ubergangsdipolmomenten entsteht. Es liegt die Vermutung
nahe, dass der Winkel der Ubergangsdipolmomente ungefihr 180° aufweisen, da so
die Intensitat der CD-Signale nahezu null wird (vergleiche Kapitel 4.7). Die Strategie,
einen Chromophor Uber seinen Chinolin-Stickstoff in DNA einzubauen und dadurch

eine antiparallele Anordnung der Ubergangsdipolmomente zu erzwingen, hat zwar zu
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einer Emissionsverschiebung gefiihrt, nicht jedoch zu einer analytischen Nutzbarkeit

des Chromophorenpaars, da die Quantenausbeuten von <10 % viel zu gering sind.

4.4 ,Split Probes™

Beide Thiazol-Orange-Chromophore scheinen trotz ihrer positiven Ladung relativ
starke m-m-Wechselwirkungen auszubilden. So steigt die Schmelztemperatur eines
Duplexes, der zwei TO als diagonales Basenpaar enthdlt, gegeniber einem
unmodifizierten Duplex, deutlich an (vergleiche Kapitel 4). Um zu kldren, ob diese
intensiven hydrophoben Wechselwirkungen ausreichen, mit den sogenannten ,Split
Probes" Basenfehlpaarungen zu detektieren, wurde die kovalente Bindung zwischen

beiden Chromophoren in DNA17-18 eliminiert.

Das ,Split Probe* System (,,split" aufgrund der Trennung der kovalenten Verknipfung
beider Chromophore) wurde bereits erfolgreich bei dem excimerbildenten
Chromophor Pyren angewandt.?”! Beide Farbstoffe sollen durch die Ausbildung
starker m-m-Wechselwirkungen einen Dimerkomplex ausbilden, der zur Detektion von
Basenfehlpaarungen oder Basendeletionen genutzt werden soll. Durch das
Hybridisieren unterschiedlich langer Gegenstrange DNA24 bis DNA28 wird die Distanz
zwischen den Chromophoren variiert und die Auswirkungen auf die optischen

Eigenschaften untersucht.

DNA23a: 3'-CAG-TCA-GTTO TO-GAC-GTA-CG-5 DNA23b
DNA24: 5-GTC-AGT-CA--T-A-T--CTG-CAT-GC-3'  (N+1)
DNA25: 5'-GTC-AGT-CA--T----T--CTG-CAT-GC-3'  (N+0)
DNA26: 5/-GTC-AGT-CA--T------- CTG-CAT-GC-3'  (N-1)
DNA27: 5/-GTC-AGT-CA---n---m-- CTG-CAT-GC-3' (N-2)
DNA28: S cy (o ey o). Em— TG-CAT-GC-3' (N-3)

Die Synthese von DNA23a kann standardmaBig von C-3’ nach C-5" am Automaten
durchgefiihrt werden, ohne die Notwendigkeit besonderer Vorgehensweisen. Die

Synthese von DNA23b kann nicht standardmaBig durchgeflihrt werden. Es muss ein
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speziell prapariertes CPG verwendet werden, das die Anknlpfung eines Thiazol
Oranges an der 3’-Position des Oligonukleotids ermdglicht. Dies konnte mittels eines

Universal CPGs der Firma Proligo ermdglicht werden (Vergleiche dazu Kapitel 9.3).
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Abbildung 4-27: Schematische Darstellung der Duplexe DNA23a-23b-24 bis DNA23a-23b-28.
N = Gesamtbasenanzahl inklusive beider Thiazol-Orange-Chromophore.

Abbildung 4-27 veranschaulicht, wie sich die Duplexe mit den unterschiedlichen
Gegenstrangen verandern. Durch den Gegenstrang DNA24 wird zundchst eine Base
zusatzlich eingefligt (A, zwischen beiden Thiazol-Orange-Chromophoren), dann aber
wird der Gegenstrang sukzessive um eine Base verkurzt, so dass beide Chromophore
sich raumlich ndahern missen. N entspricht hierbei der Basenanzahl, die notwendig
ist, um flir jede Base des mit Thiazol Orange markierten Einzelstranges eine
Gegenbase zu Verfigung zu stellen. Dabei wurden beide Chromophore mit

bericksichtigt und Thymin als Gegenbase gewahlt.
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Thiazole Orange in DNA

Das Absorptionsspektrum (Abbildung 4-28) der Einzelstrange DNA23a und DNA23b
zeigt die Feinstruktur des Thiazol-Orange-Monomers, mit einem Maximum bei
507 nm und einer Schulter bei 490 nm. Nach der Hybridisierung mit den
verschiedenen Gegenstrangen dndern sich die Absorptionsspektren drastisch.
Zunachst steigen alle Intensitaten an, wie es flir die doppelte Anzahl absorbierender
Molekiile erwartet wirde. DNA23a-23b-24 und DNA23a-23b-25 weisen Maxima bei
490 nm und Schultern bei 510 nm, was auf eine Wechselwirkung beider
Chromophore untereinander hindeutet. Dabei zeigt DNA23a-23b-25 eine deutlichere
Dimerabsorption als DNA23a-23b-24. Beide Chromophore interagieren also am
effektivsten miteinander, wenn ein Gegenstrang zu Verfigung gestellt wird, der
genau so viel Basen aufweist, wie Basen in den markierten Strangen vorhanden sind,

inklusive beider Chromophore.
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Abbildung 4-28: Absorptionsspektren von DNA23a, DNA23b und den Duplexen DNA23a-23b-24 bis
DNA23a-23b-28. 2.5 pM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

DNA23a-23b-26, DNA23a-23b-27 und DNA23a-23b-28 zeigen Absorptionen des
monomeren Thiazol Oranges. DNA23a-23b-28 zeigt dabei die hochste
Absorptionsintensitat. Je mehr Basen von der Gesamtbasenanzahl N abgezogen
werden, desto weniger interagieren beide Thiazol-Orange-Chromophore miteinander;
das wird durch monomeres Absorptionsverhalten deutlich.

Dies spiegelt sich auch in den Fluoreszenzspektren (Abbildung 4-29) wider. Alle
Duplexe weisen Emissionen auf, die der eines monomeren Thiazol Oranges gleichen.
Die Duplexe, die im Absorptionsspektrum excitonische Wechselwirkungen zeigten
(DNA23a-23b-24 und DNA23a-23b-25), weisen im Fluoreszenzspektrum lediglich eine
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Loschung auf. Dies zeigt erneut, dass excitonische Wechselwirkungen nicht
automatisch zu Emissionsverschiebungen fihren, sondern es auch zu einer

Fluoreszenzl6schung im Emissionsspektrum kommen kann.
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Abbildung 4-29: Emissionsspektren von DNA23a, DNA23b und den Duplexen DNA23a-23b-24 bis
DNA23a-23b-28. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex = 490 nm, 20
°C. Foto von links nach rechts: DNA23a-23b-24, DNA23a-23b-25, DNA23a-23b-26,
DNA23a-23b-27, DNA23a-23b-28. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NadCl, 20
°C, angeregt mit einer herkémmlichen UV-Lampe.

Die hochste Emissionsintensitdt zeigt der Duplex, der den kiirzesten Gegenstrang
aufweist (DNA23a-23b-28). Das bedeutet, dass beide TO-Chromophore nicht mehr
miteinander interagieren, sondern, dass sich einer der beiden Farbstoffe aus dem
Doppelstrang herauswindet und sich an die kleine Furche legt. Dadurch kommt es zu
einem Anstieg des monomeren Fluoreszenzsignals. Die Rp-Werte liegen zwischen
1.34 fir DNA23a-23b-24 und 1.98 fiir DNA23a-23b-28 und damit deutlich in einem
typischen monomeren Bereich. Werden die DNA-Losungen mit einer UV-Lampe
angeregt, wird dies auch fir das Auge sichtbar. Alle Lésungen emittieren griines
Licht. Duplex DNA23a-23b-28 weist die kleinste Schmelztemperatur auf (48.4 °C,
Tabelle 4-6). Erstaunlicherweise besitzt DNA23a-23b-27 mit 54.4 °C die hdchste
Schmelztemperatur, dies war so nicht zu erwarten. Dieser Duplex ist weder der
langste, noch kénnten die hydrophoben Wechselwirkungen beider Thiazol-Orange-
Chromophore eine Auswirkung auf die Stabilitat haben. Wie man im
Absorptionsspektrum sehen kann, findet so gut wie keine Wechselwirkung statt. Dass

die Schmelztemperaturen generell niedrig sind, liegt daran, dass im Vergleich zu
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DNA17-18 die Split Probes aus Einzelstrangen bestehen und diese Konstruktion den

Duplex zwangslaufig schwachen muss.

Tabelle 4-6: Charakteristische Daten der Duplexe DNA17-18 und DNA23a-23b-24 bis
DNA23a-23b-28. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490 nm, 20 °C.

DNA FImaxNM  Rer (FIszznm/FIsgssnm) Tm/°C [260 nm]
DNA17-18 546 1.20 60.5
DNA23a-23b-24 542 1.34 52.0
DNA23a-23b-25 538 1.49 50.0
DNA23a-23b-26 535 1.58 53.0
DNA23a-23b-27 534 1.63 54.5
DNA23a-23b-28 533 1.98 48.4

4.5 Thiazol Orange Chromophorenstapel in DNA

Durch den Mehrfacheinbau von organischen Fluorophoren in die DNA erhofft man
sich, neuartige Systeme zu entwickeln, Basenfehlpaarungen nachzuweisen!??®! oder
optisch aktive Aggregate fiir die Nanotechnologie zu entwickeln.!??”! Die Verstérkung
und Modulation von Fluoreszenzeigenschaften®®®), vor allem der Wunsch nach
helleren Sonden, spielen dabei eine wichtige Rolle.??* % Chromophore kénnen
dabei in zwei unterschiedlichen Anordnungen an die DNA gebunden werden.
Entweder werden sie an den Duplex gebunden, so dass sie sich auBerhalb
aneinander reihen, oder sie werden in den Basenstapel integriert und bilden n-mt-
Wechselwirkungen zu den Basen aus. In beiden Fallen dient DNA als Riickgrat zur
sukzessiven Anordnung der Chromophore. Es wurden Chromophorenstapel aus
Methyl Red!®”],  Ppyrenl!!* 226 23 Biphenyll?32],  Phenothiazin'®*®! und
Perylenbisimid™'*! untersucht.

Um herauszufinden, inwieweit Thiazol Orange flir solche Chromophorenstapel

geeignet ist, wurden folgende DNA-Sequenzen synthetisiert:

DNA29: 3'-CAG-TCA-TOTA-TAT-GTA-CG-5’
DNA30: 5-GTC-AGT-TTOT-ATA-CAT-GC-3’
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Thiazol Orange Chromophorenstapel in DNA

DNA29-30 dient als Referenzduplex, der das Thiazol-Orange-Dimer enthalt. Die

nachfolgenden Duplexe enthalten jeweils ein Thiazol Orange mehr.

DNA31. 3-CAG-TCA-TOTTO-TAT-GTA-CG-5’
DNA3O0: 5-GTC-AGT--TTOT--ATA-CAT-GC-3’
DNA31: 3’-CAG-TCA-TOTTOT--AT-GTA-CG-5’
DNA32: 5-GTC-AGT--TTOTTO-TA-CAT-GC-3'
DNA33: 3’-CAG-TCA-TOT ATTOT-GTA-CG-5’
DNA32: 5-GTC-AGT--TTOTTOTA-CAT-GC-3'

Im Gegensatz zum Arrangement bei DNA31-32, werden durch die Versetzung des
vierten Thiazol Oranges um eine weitere Base in 5-Richtung, beide Thiazol-Orange-

Dimere voneinander separiert.

In Abbildung 4-30 sind die Absorptionsspektren der Duplexe abgebildet. Es ist mit
jedem zusatzlichen Thiazol Orange eine Zunahme der Absorptionsintensitat zu

verzeichnen, wie es zu erwarten war.
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Abbildung 4-30: Absorptionsspektren der Duplexe DNA29-30, DNA31-30, DNA31-32 und DNA33-32.
2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM Nadl, 20 °C.

Grundsatzlich lasst sich folgendes feststellen: je héher die Anzahl der Thiazol-
Orange-Chromophore im Duplex, desto starker der hypsochrome Shift. Dies ist ein

charakteristisches Merkmal eines Absorptionsspektrums von H-Aggregaten.[!¢”]
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Im Fluoreszenzspektrum (Abbildung 4-31) zeigt nur DNA29-30 die charakteristische
Emission des Thiazol-Orange-Dimers. Sobald sich ein zusatzlicher Chromophor im
Duplex befindet (DNA31-30), ist nur noch ein Emissionsmaximum bei 563 nm zu

verzeichnen, dies entspricht einer gelben Emissionsfarbe.
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Abbildung 4-31: Emissionsspektren der Duplexe DNA29-30, DNA31-30, DNA31-32 und DNA33-32.
2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, L = 490 nm, 20 °C. Foto von links nach
rechts: DNA29-30, DNA31-30, DNA31-32 und DNA33-32. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7,
250 mM NadCl, 20 °C, angeregt durch eine herkémmliche UV-Lampe.

DNA31-30 und DNA31-32 unterscheiden sich nur durch unterschiedliche
Emissionsintensitaten, die Gestalt der Emissionsbanden ist in beiden Fallen nahezu
gleich. DNA33-32 hingegen zeigt ein Maximum von 583 nm und eine orangefarbene
Emission, dies entspricht der Dimerfluoreszenz; allerdings ist die
Fluoreszenzintensitdt deutlich geringer als die von DNA29-30. Diese Unterschiede
lassen sich auch mit bloBem Auge erfassen (Abbildung 4-31, Foto). DNA31-30 und
DNA31-32 zeigen eine gelbe Emissionsfarbe, DNA33-32 fluoresziert orange.
Erwahnenswert ist auf jeden Fall, dass alle Duplexe eine Fluoreszenz aufweisen. Dies
war fir H-Aggregate so nicht zu erwarten.

Im CD-Spektrum wird deutlich, dass alle Duplexe eine B-DNA ausbilden, da alle
Signale einen Nulldurchgang bei ungefahr 260 nm aufweisen. DNA29-30 weist ein
sehr starkes CD-Signal im Bereich von 550 nm bis 450 nm auf. Dies wurde bei
DNA3-4 ebenfalls beobachtet und war so zu erwarten. DNA31-30 und DNA31-32

zeigen hingegen kein oder nur ein sehr schwaches CD-Signal.
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Abbildung 4-32: CD-Spektren der Duplexe DNA29-30, DNA31-30, DNA31-32 und DNA33-32. 2.5 uM,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Diese schwachen CD-Signale zeigen, dass die m-n-Wechselwirkungen zwischen den
Chromophoren entweder sehr schwach ausgebildet sind, weil die Chromophore sich
gegenseitig storen oder dass sich die Ubergangsdipolmomente fast nicht helikal
zueinander verdrehen. Interessanterweise zeigt DNA33-32 wieder ein starkeres CD-
Signal, dieses unterscheidet sich aber deutlich von dem, das bei DNA29-30 zu
beobachten ist. Es zeigt eine kleine positive Schulter bei 490 nm und ein deutlich
hypsochrom verschobenes Maximum bei 462 nm, im Vergleich zu DNA29-30. Es wird
deutlich, dass die vier Thiazol-Orange-Chromophore miteinander excitonische
Wechselwirkungen ausbilden, diese jedoch nicht einfach die Summe zweier Dimere
darstellen, sondern die oben gezeigten optischen Eigenschaften das Resultat einer
alternativen Chromophoranordnung sind.

Die spektroskopischen Untersuchungen eines sukzessiven Aufbaus des
Chromophorenstapels aus Thiazol Orange hat ergeben, dass keine starkere Helligkeit
der Oligonukleotidsonde durch Erhéhung der Choromophorenanzahl im DNA-Duplex
zu erreichen ist. Die Thiazol-Orange-Farbstoffe verhalten sich also im
Emissionsspektrum nicht additiv, sondern es kommt durch zusatzliche benachbarte
Chromophore zu alternativen Wechselwirkungen und damit zu unerwinschter
Fluoreszenzl6schung und einer Minderung der CD-Signalintensitdt. Bei genauerer
Untersuchung der vorliegenden spektroskopischen Daten wird jedoch deutlich, dass

auch zwischen den zusatzlichen Farbstoffmolekiilen eine Wechselwirkung stattfindet
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(DNA33-32). Das CD-Signal weist signifikant veranderte Maxima, Minima und
Nulldurchgang auf.

Auch die Schmelztemperaturen der Duplexe weisen auf zusatzliche, aber
andersartige Wechselwirkungen der Chromophore hin (Tabelle 4-7). Duplex
DNA29-30 zeigt eine Schmelztemperatur von 58.5 °C, die Duplexe DNA31-30 und
DNA31-32 hingegen sind thermisch instabiler mit Schmelztemperaturen von 56.1 °C
bzw. 50.6 °C, begleitet jeweils von einem zweiten Ubergang bei 72.1 °C bzw.

70.1 °C, der durch die Dissoziation der Chromophore zustande kommen kdnnte.

Tabelle 4-7: Charakteristische Daten der Duplexe DNA29-30, DNA31-30, DNA31-32 und DNA33-32.
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

DNA FImax/NM  Rgp (FIssznm/FIsssnm) Tm/°C[260 nm] T,,/°C[508 nm]
DNA29-30 590 0.19 58.5 58.0
DNA31-30 563 0.70 56.1/72.1 53.5
DNA31-32 563 0.83 50.6 / 70.1 48.0
DNA33-32 585 0.43 59.0 54.0

DNA33-32 zeigt eine Schmelztemperatur von 59.0 °C und damit einen ahnlichen
Wert wie DNA29-30. Bei einer ausreichenden rdaumlichen Trennung beider
Chromophorpaare scheint eine Stérung der Wechselwirkungen verhindert werden zu
kdnnen und beide Paare sorgen durch zusatzliche hydrophobe Wechselwirkungen fiir
gute Stabilitdten der DNA-Duplexe. Da sich aber weder im Absorptionsspektrum noch
im Fluoreszenzspektrum eine doppelte Intensitatshohe abzeichnet, sondern eine
deutlichere hypsochrome Verschiebung des Maximums im Absorptionsspektrum und
sogar eine reduzierte Emissionsintensitat, liegt die Vermutung nahe, dass in
DNA33-32 das zweite Chromophorenpaar in 3’-5’-Richtung sich vom ersten Paar
unterscheiden muss. Geometrisch optimierte Modelldarstellungen (Abbildung 4-33)
der jeweiligen Thiazol-Orange-Paare lassen vermuten, dass es zu unterschiedlichen
Anordnungen der Chromophoren kommt. Im Modell werden folgende DNA-Duplexe

miteinander verglichen:
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DNA3: 3'-CAG-TOA-TOTT-GAC-GTA-CG-5'
DNA4: 5-GTC-AGTNTOA-CTG-CAT-GC-3'

DNA77: 3’—CAG—T;?ATOT-GAC-GTA-CG-S’
DNA78: 5-GTC-AGT-TOTA-CTG-CAT-GC-3'

Abbildung 4-33: Geometrisch optimierte Modelldarstellung beider Thiazol-Orange-Chromophore in
DNA3-4 (links) und DNA77-78 (rechts).

Die roten Pfeile sollen auf die unterschiedlichen Anordnungen beider
Chromophorenpaare in den Duplexen hinweisen. Auf der Basis der Modelle scheint
es, dass sich bei DNA73-74 die Chromophore nicht antiparallel anordnen, sondern
parallel. Es stehen sich die Chinolinteile beider Chromophore gegentiber, wohingegen
die Benzothiazolteile gar nicht miteinander zu wechselwirken scheinen. Diese
parallele Anordnung hat schon bei DNA17-18 (siehe Kapitel 4.3.1) zu keiner
Emissionsmaximumsverschiebung, sondern hauptsachlich Zu einer
Fluoreszenzléschung geflihrt. Trotz des grdBeren Abstandes beider Dimerpaare
voneinander in DNA33-32 scheint die rdumliche Distanz noch immer nicht
auszureichen, um eine gegenseitige Beeinflussung beider Chromophorenpaare
voneinander zu verhindern. Die Absorptions- und Fluoreszenzspektren scheinen also
alle mdoglichen Wechselwirkungen der Thiazol-Orange-Molekiile untereinander
widerzuspiegeln. Eine genauere Aufldsung dieses Phanomens, z.B. durch 'H-NMR-
Spektroskopie, konnte im Rahmen der Promotionszeit nicht mehr bewerkstelligt

werden. Es wurde der Fokus bevorzugt auf die Anwendbarkeit der Dimerbildung fur
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analytische Zwecke gelegt und darauf hingearbeitet, fiir dieses Phanomen eine

photophysikalische Erklarung zu finden.

4.6 Zeitaufgeloste transiente Absorptionsspektroskopie

4.6.1. Einflhrung

Die pump-probe-Spektroskopie ermdglicht es, die Absorption von sehr kurzlebigen
Zustanden zu messen. Durch die Zeitauflésung kdnnen Absorptions- und
Relaxationsprozesse verfolgt werden und Riickschliisse auf die tatsachlichen
Vorgange zwischen Molekilen wahrend der Anregung gezogen werden. Die
zeitaufgeldste Transientabsorptionsspektroskopie ist im technischen Aufbau sehr viel
aufwendiger als die stationdre Absorptionsspektroskopie. Durch einen Kkurzen
Laserpuls der entsprechenden Wellenlange wird der zu untersuchende Chromophor
angeregt (pump). Durch weitere Laserpulse (probe) in definierten Abstanden wird

der elektronische Zustand des Chromophors zeitabhdngig abgefragt.

reference
At

Abbildung 4-34: Schematische Darstellung einer zeitaufgeldsten Transientenabsorptionsmessung.

Die durch den pump-Puls entstandenen intermedidaren Zustande kénnen durch die
Absorption des probe-Pulses detektiert werden. In den nachfolgend beschriebenen
Experimenten wurde die Abfrage mit einem WeiBlichtkontinuum durchgefihrt, so
kann das gesamte Spektrum zwischen 300 nm und 750 nm detektiert werden, das

dann natlrlich noch zeitkorrigiert werden muss.

1. Liegt der Abfragepuls auBerhalb der Fluoreszenzbande, so kann die
Besetzungswahrscheinlichkeit jedes beliebigen intermediaren Zustands ermittelt

werden.
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2. Liegt der Abfragepuls innerhalb der Fluoreszenzbande, kommt es zur
stimulierten Emission. Dadurch lasst sich die Entvolkerungsrate des angeregten
Zustandes S; ermitteln.

3. Liegt der Abfragepuls im Bereich der Grundzustandsabsorption, so lasst sich die

Rilickpopulation des Grundzustandes ermitteln.

Abhangig vom beobachteten Prozess, der Absorption, der stimulierten Emission oder

Grundzustandsbleichung, kénnen die Messsignale positiv oder negativ sein.

4.6.2. Messungen

Um die Unterschiede zwischen monomerem und dimerem Thiazol Orange weiter zu
untersuchen und den photophysikalischen Grund der Emissionsverschiebung des TO-
Dimers im Vergleich zum Monomer zu erforschen, wurden DNA3-2, DNA3-4 und

DNA17-18 zeitaufgeldst spektroskopiert.

Alle drei Duplexe wurden mit einem pump-Puls von 515 nm angeregt. Dabei sind bei
allen drei Duplexen jeweils drei Prozesse zu beobachten:
(i) bei ~370 nm ist die Absorption des angeregten Zustandes zu beobachten,
durch die fortwahrende Anregung durch den pump-Puls ist das Signal positiv.
(i) im Bereich von 450 nm bis 550 nm ist die Depopulation des Grundzustandes
zu beobachten (Groundstate Bleaching). Die Absorption des Grundzustandes
hat durch die Anregung abgenommen, es ist daher ein negatives Signal zu
verzeichnen.
(iii) bei ~550 nm bis ~600 nm ist die stimulierte Emission zu beobachten. Dabei
ist die Depopulation des S;-Zustandes zu sehen, es entsteht daher ein

negatives Signal.

Die Absorption des angeregten Zustandes bei ~370 nm ist bei allen drei Duplexen
ahnlich. Die  aussagekraftigsten  Unterschiede sind im  Bereich der
Grundzustandsbleichung und der stimulierten Emission zu beobachten. DNA3-2 zeigt
die Depopulation des Grundzustandes bei 510 nm, dies entspricht dem
Absorptionsmaximum des Thiazol-Orange-Monomers. DNA3-4 hingegen zeigt eine
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Grundzustandsbleichung bei 490 nm, was die charakteristische
Absorptionswellenldnge des Dimers ist. Zusatzlich ist die folgende Beobachtung
wichtig: Das Signal der Grundzustandsbleichung entsteht augenblicklich mit der
Anregung durch den pump-Puls. Das bedeutet, dass ein Grundzustand aus beiden
Chromophoren angeregt wird. Das Thiazol-Orange-Dimer entsteht also nicht erst im
angeregten Zustand eines oder beider Chromophore, sondern beide Chromophore
aggregieren im Grundzustand und werden dann gemeinsam angeregt. Damit ist ganz
deutlich geklart: das Thiazol-Orange-Dimer ist kein Excimer.

DNA3-2 zeigt stimulierte Emission bei ~550 nm. Bei DNA3-4 hingegen ist die
Wellenlange der stimulierten Emission leicht bathochrom nach ~600 nm verschoben,
dies entspricht ungefdhr dem Emissionsmaximum des TO-Dimers. Die transiente
Absorptionsspektroskopie zeigt also starke Unterschiede zwischen monomerem und

dimerem Thiazol Orange.

0.02

1 -0.02

-0.04 -

-0.06 -

02t | -008t+

350 4(I}0 450 560 5£I50 600 650 350 400 450 500 550 600 650
wavelength / nm wavelength / nm

0.02+

0

-0.02f

-0.04+

-0.06

-0.1

350 400 450 500 550 600 650
wavelength / nm

Abbildung 4-35: Zeitaufgeltste transiente Absorptionsspektren von DNA3-2 (oben, links, 0.2 mM DNA
in 10 mM NaP;), DNA3-4 (oben, rechts, 0.05 mM DNA in 10 mM NaP;) und DNA17-18
(unten, 0.08 mM DNA in 10 mM NaPy). Ayum, = 515 nm, dargestellt ist jeweils der
Zeitabschnitt von 5 ps (blau) bis 1800 ps (rot), Y-Achse in AOD.
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Interessanterweise ist das zeitaufgeloste transiente Absorptionsspektrum von
DNA17-18 eine Kombination aus den zuvor beschriebenen Beobachtungen. Es ist
eine Grundzustandsbleichung sowohl bei 475 nm als auch bei 510 nm zu
beobachten. Dies entspricht sowohl dem Absorptionsmaximum der excitonischen
Wechselwirkungen des Intrastrang-Dimers als auch dem des Thiazol-Orange-
Monomers. Die stimulierte Emission ist relativ breit, jedoch bei ungefahr 550 nm zu
beobachten. Dies entspricht ungefahr dem Emissionsmaximum des Thiazol-Orange-
Monomers. Dieses Spektrum deutet darauf hin, dass sich das Thiazol-Orange-Dimer
nicht vollstdndig mit einer parallelen Anordnung der Ubergangsdipolmomente

ausbildet.

4.7 Excimere oder fluoreszente H-Aggregate

Das Thiazol-Orange-Dimer zeigt charakteristische Emissionseigenschaften:
1. bathochrome Wellenldangenverschiebung im Vergleich zum Thiazol-Orange-
Monomer (von 530 nm zu 585 nm),
2. Verlust der Signalfeinstruktur,
3. verlangerte Lebenszeit des angeregten Zustands (von t = 1.55 ns fiir DNA3-2
zu t = 2.83 ns flir DNA3-4).

Diese Emissionsmerkmale sind auf den ersten Blick typisch fiir Excimere. So war der
erste Verdacht, dass es sich bei den TO-Dimeren um Excimere handelt, die erst im
angeregten Zustand aggregieren und dabei diese Emissionseigenschaften zeigen. Um
dies zu Uberprifen, wurden zeitaufgeléste Experimente der transienten
Absorptionsspektroskopie an einigen ausgewadhlten Duplexen durchgefiihrt
(vergleiche Kapitel 4.6). Dabei hat sich jedoch herausgestellt, dass nicht zunachst die
Monomere angeregt werden und diese dann im angeregten Zustand aggregieren,
sondern schon ein Komplex aus beiden Chromophoren im Grundzustand angeregt
wird. Das Dimer bildet sich also nicht erst im angeregten Zustand, sondern schon im

Grundzustand, und ist damit nicht als Excimer zu bezeichnen.

Die Absorptionsspektren der Dimerduplexe zeigen jedoch deutlich excitonische

Wechselwirkungen (Abbildung 4-4). Das Absorptionsmaximum ist im Vergleich zu
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monomerem Thiazol Orange hypsochrom verschoben, was nach Kasha’s
Exciton-Theorie!*’*! an der Davydow-Aufspaltung!i®> %81 excitonischer Systeme liegt.
Hypsochrom verschobene Absorptionsbanden sind charakteristisch flir sogenannte
H-Aggregate, die jedoch keine Emission aufweisen (vergleiche Kapitel 3.4).
Betrachtet man das Absorptionsspektrum von DNA3-4 jedoch genau, ist eine
zusatzliche Absorptionsbande im langwelligeren Bereich zu sehen, die bei DNA3-2
nicht zu beobachten ist. DNA3-4 weist zwei Thiazol-Orange-Chromophore auf, wenn
man daher das Absorptionsspektrum von DNA3-2 mit dem Faktor 2 multipliziert, um
so ahnliche Intensitaten zu erreichen und dieses mit dem Spektrum von DNA3-4
vergleicht, wird die zusatzliche Absorptionsbande von DNA3-4 bei ungefahr 540 nm

unibersehbar.
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——DNA3-4
2*DNA3-2
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Abbildung 4-36: Absorptionsspektren von DNA3-2, DNA3-4 und berechnetes Absorptionsspektrum
(2*DNA3-2).

Sorgfaltige Uberpriifung der Literatur zeigt, dass Wiirthner und Wortmann 2006
fluoreszente H-Aggregate aus Merocyaninen publizierten, deren Emission sie auf eine
zusatzliche, im langwelligeren Bereich auftretende Absorptionsbande zuriick
fihrten.[!% Dabei sind zwei Merocyanine so zueinander angeordnet, dass ihr
Ubergangsdipolmomente in entgegengesetzte Richtungen zeigen, also antiparallel.
Die kleine zusatzliche Absorptionsbande kommt durch die Verdrehung beider
Ubergangsdipolmomente um 10° zustande. Eine geometrisch optimierte
Modelldarstellung von DNA3-4 zeigt, dass beide Thiazol-Orange-Chromophore

ebenfalls antiparallel aggregieren, daher sollten auch beide Ubergangsdipolmomente
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antiparallel zueinander stehen (Abbildung 4-7). Dass ebenfalls eine Verdrehung der
Ubergangsdipolmomente  vorliegt, kann durch entsprechende CD-Spektren
nachgewiesen werden. DNA3-4 zeigt bei 510 nm einen langwelligeren negativen und
einen kurzwelligeren positiven Cotton-Effekt mit sehr starker Signalintensitat
(Abbildung 4-12). Das heiBt zunichst, dass die Ubergangsdipolmomente in negativer
Chiralitdt vorliegen (vergleiche Kapitel 3.4). Die hohe Signalintensitat zeigt deutlich,
dass der Winkel zwischen den Ubergangsdipolmomenten nicht ca. 0°, 90° oder 180°
betragt.?® 21 purch die helikale Architektur des DNA-Duplexes, die die
excitonischen Wechselwirkungen der Chromophore erzwingt und zusatzlich eine
rigide Anordnung der Chromophore bewirkt, und der antiparallelen und verdrehten
Anordnung der Ubergangsdipolmomente, wird laut Kasha’s Exciton Theorie und den
Resultaten von Wiirthner und Wortmann der verbotene Ubergang in den niedrigeren
excitonischen Zustand mdglich. Die Population dieses Zustands ist im
Absorptionsspektrum im langwelligeren Bereich (~540 nm) mit einer schwachen
Bande zu sehen. Aus diesem niedrigeren Exciton-Zustand ist ein strahlender
Ubergang in den Grundzustand méglich, sichtbar durch strukturlose, bathochrom
verschobene Fluoreszenz, wie sie beim Thiazol-Orange-Dimer auftritt. Es ist davon
auszugehen, dass der GroBteil der Elektronen weiterhin in den energetisch héher
gelegenen Exciton-Zustand angeregt wird und nur ein kleiner Teil der Elektronen den
niedrigeren Exciton-Zustand bevdlkert. Das Thiazol-Orange-Dimer kann also als
fluoreszentes H-Aggregat betrachtet werden. Fluoreszente H-Aggregate sind in der
Literatur nahezu unbekannt, es gibt nur sehr wenige publizierte Beispiele, die oft nur
unter extremen Bedingungen, wie gefrorenen LOsungen oder Einbettung in
sogenannte Langmuir-Blodgett Schichten, beobachtet werden konnten.[!8” 193]
Wirthner und Wortmann waren die ersten, die fluoreszente H-Aggregate in
konzentrierten Ldsungen prasentierten. Fluoreszente H-Aggregate in DNA sind
unseres Wissens nach bisher unbekannt, das Thiazol-Orange-Dimer ist dafiir ein

einzigartiges Beispiel.

Im CD-Spektrum des parallelen und antiparallelen Dimers ist die unterschiedliche
Anordnung der Ubergangsdipolmomente beobachtbar. Die CD-Signale von DNA17-18
und DNA19-20 sind jeweils von entgegengesetzter Intensitat im Vergleich zu

DNA21-18 und DNA22-20 (Abbildung 4-26). Besonders interessant sind die geringen
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Intensitaten der CD-Signale. Daraus lasst sich schlieBen, dass beide Chromophore
nahezu  perfekt  Ubereinander liegen missen und die jeweiligen
Ubergangsdipolmomente einen Winkel von ungefdhr 0°, 90° oder 180° einnehmen.
Anhand der Fluoreszenzspektren von DNA17-18 und DNA19-20 konnte gezeigt
werden, dass eine parallele Anordnung beider Chromophore zu einer
Fluoreszenzl6schung flihrt. Diese ist jedoch nicht vollstandig, denn die Lésungen
zeigen eine geringe griine Emissionsfarbe (Abbildung 4-25). In einer antiparallelen
Anordnung der Chromophore ist zwar ebenfalls eine Fluoreszenzléschung zu
beobachten, die Lésungen zeigen aber immer noch eine schwache orangefarbene
Emission und entsprechende optische Eigenschaften.

Flir eine gute Quantenausbeute der TO-Dimere ist die Verdrehung der
Ubergangsdipolmomente notwendig, fiir eine bathochrome Verschiebung ist die

antiparallele Anordnung der Dipolmomente essentiell.

Was ist also die strukturelle Voraussetzung zur Ausbildung fluoreszenter H-
Aggregate?
1. ein stabiles DNA-Grundgerist, um Chromophore in réumliche Nahe zueinander
zu bringen und excitonische Wechselwirkungen zu erzwingen,
2. eine antiparallele  Anordnung der Ubergangsdipolmomente beider
Chromophore und
3. eine helikale Verdrehung beider Ubergangsdipolmomente, ohne die der
eigentlich verbotene Ubergang zum energetisch niedrigeren Exciton-Zustand

nicht moglich ist.

Abbildung 4-37 gibt die schematische Darstellung des Zustandekommens

fluoreszenter H-Aggregate wieder.
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Abbildung 4-37: Schematische Darstellung des Zustandekommens fluoreszenter H-Aggregate.
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5. Bioanalytische TO-Dimer Anwendungen

5.1 SNP-Detektion

Pyrene sind dafir bekannt, dass sie Excimere ausbilden. Dies wurde bereits zur
Detektion von Basenfehlpaarungen in DNA Duplexen!®*3!, Molecular Beacons!*** und
ahnlichen DNA-Konstrukten®®! ausgenutzt. In unserer Gruppe gelang es, mit
Perylenbisimiden Basenfehlpaarungen in Duplexen nachzuweisen.[!!”) Dabei wurden
zwei Perylenbisimide in einen Einzelstrang im Abstand eines Adenins eingebaut. Im
Duplex kam es bei korrekter Adenin-Thymin-Paarung zu einer Separation der
Chromophore, wodurch die optischen Eigenschaften des monomeren Perylenbisimids
beobachtbar wurden.
o

OH O—P—O0-DNA

_ o/ /7 \__J \ij
e \_J / ‘O
RASASA oe

Abbildung 5-1: Perylenbismimid (links), Pyren-modifizierte DNA Sonde zur Detektion von
Basenfehlpaarungen (rechts).

Wenn es mit dem Adenin zwischen den beiden Chromophoren durch einen
entsprechenden Gegenstrang zu einer Basenfehlpaarung kam, wurde dies durch
excitonische Absorption und excimere Fluoreszenz angezeigt. Entsprechend dieser
Experimente sollte  Thiazol Orange als potentiell  wechselwirkendes
Chromophorenpaar in einen entsprechenden Einzelstrang eingebaut werden, um
Basenfehlpaarungen durch Dimerbildung und den bereits beschriebenen optischen

Eigenschaften anzuzeigen. Folgende DNA-Sequenzen wurden synthetisiert:
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DNA34: 5’-TG-CAT-GCA-TOATO-ACT-GAC-3’
DNA35: 3’-AC-GTA-CGT---CAC---TGA-CTG-5’
DNA36: 3’-AC-GTA-CGT---CTC---TGA-CTG-5’
DNA37. 3’-AC-GTA-CGT---CGC---TGA-CTG-5’
DNA3S: 3’-AC-GTA-CGT---CCC---TGA-CTG-5’
DNA39: 3’-AC-GTA-CGT---C—C---TGA-CTG-5’

DNA34 bildet mit DNA35 als Gegenstrang den richtig gepaarten Duplex; mit DNA36
bis DNA38 hingegen kommt es zu Basenfehlpaarungen des zentralen Adenins.
DNA39 stellt keine Gegenbase zum Adenin zur Verfligung, dadurch sollte es aus dem
DNA Duplex herausgedrangt und beide Thiazol-Orange-Chromophoren zur
Wechselwirkung miteinander gezwungen werden.

Im Absorptionsspektrum (Abbildung 5-2) ist ein deutlicher Unterschied zwischen den

Einzel- und Doppelstrangen zu sehen.
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Abbildung 5-2: Absorptionsspektren von DNA34 und den Duplexen DNA34-35 bis DNA34-39. 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Der Einzelstrang DNA34 weist excitonische Wechselwirkungen auf, mit einem
Maximum bei 482 nm. Dies liegt daran, dass sich der Einzelstrang willkirlich faltet
und sich in diesem DNA-Knduel beide Thiazol-Orange-Chromophore rdumlich nahe
kommen kodnnen. Dadurch wechselwirken beide Farbstoffe miteinander, was an
excitonischen Absorptionsbanden zu beobachten ist. Diese Absorptionsbande ist

allerdings nicht so stark ausgepragt, wie es beispielsweise bei den Duplexen DNA17-
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18 und DNA19-20 (vergleiche Kapitel 4.3) zu beobachten war. Alle Duplexe DNA34-
35 bis DNA34-39 zeigen Monomerabsorptionen mit einem Maximum bei 510 nm und
einer Schulter bei 490 nm. Selbst Duplex DNA34-39, der das Adenin aus dem Duplex
dréangen und so optimale Wechselwirkungen zwischen beiden Chromophoren
ermdglichen sollte, weist nur optische Eigenschaften auf, die denen des monomeren
Thiazol Oranges entsprechen.

Auch im Fluoreszenzspektrum (Abbildung 5-3) sind hauptsachlich Banden zu sehen,

die monomerem Thiazol Orange in DNA gleichen.
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1.0x10° ——DNA34
—— DNA34-35
DNA34-36
8.0x10° DNA34-37
DNA34-38

—— DNA34-39

6.0x10°

4,0x10° -

Fluoreszenzintensitét I [c.p.s.]

2.0x10°

0.0 T T T T T T T - 1
500 550 600 650 700
Wellenldnge [nm]

Abbildung 5-3: Emissionsspektren von DNA34 und den Duplexen DNA34-35 bis DNA34-39. 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex = 490 nm, 20 °C. Foto von links nach
rechts: DNA34, DNA34-35, DNA34-36, DNA34-37, DNA34-38, DNA34-39. 2.5 uM
DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkdmmlichen UV-
Lampe.

Alle Fluoreszenzen unterscheiden sich lediglich in ihrer Intensitat. Die intensivsten
Emissionen sind bei Duplex DNA34-37 zu beobachten, dieser Duplex weist ein
Guanin gegeniber Adenin auf. Die Rg-Werte (Tabelle 5-1) liegen im Bereich 1.28 bis
1.63 und damit weder nahe am Rg-Wert der monomeren Fluoreszenz (2.54) noch an

dem Rg-Wert der dimeren Emission (<1.0).
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Tabelle 5-1:  Charakteristische Daten der Duplexe DNA34-35 bis DNA34-38. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aec = 490 nm, 20 °C.

DNA I:Imax/“n‘ RFI (F1533nm/F1585nm)

DNA34-35 541 1.40
DNA34-36 535 1.63
DNA34-37 538 1.57
DNA34-38 542 1.33
DNA34-39 543 1.28

Werden diese DNA-L6sungen mit einer UV-Lampe angeregt (Abbildung 5-3, Foto),
wird sichtbar, dass hauptsachlich griine Emissionen vorliegen. Diese Ergebnisse
zeigen, dass sich das Dimer aus beiden Thiazol-Orange-Chromophoren innerhalb
dieser DNA-Sequenz nur zu einem geringen Anteil ausbildet. Selbst dann nicht, wenn
man sie mit Gegenstrang DNA39 in raumliche Nahe zueinander zwingen mdchte.
Dies kdnnte daran liegen, dass das zentrale Adenin bereits als Spacer zu viel Raum
einnimmt und schon von vornherein Wechselwirkungen beider Chromophore

unterbindet.

Bei DNA21-18 und DNA22-20 konnte durch die antiparallele Anordnung beider
Chromophore eine Emissionsverschiebung erreicht werden, wenngleich diese eine
starke Loschung erfahren hat. Um eine mdgliche Dimerausbildung bei antiparalleler

Anordnung beider Chromophore zu Uberprifen, wurden folgende DNA-Sequenz

synthetisiert:
DNA40: 5-TG-CAT-GCA-TOATO'-ACT-GAC-3'
DNA39: 3" AC-GTA-CGT--C----C---TGA-CTG 5’
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Abbildung 5-4: unterschiedliche Anknipfung des
Unterschiede zwischen Einzel- und Thiazol-Orange-Chromophors an DNA.
Doppelstrang zu erkennen, nur minimale Abweichungen in der Intensitat. Allerdings

zeigt die stark ausgepragte Schulter bei 490 nm die excitonischen Wechselwirkungen

der Chromophore an.
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Abbildung 5-5: Absorptions- (links) und Emissionsspektren (rechts) von DNA40 und DNA40-39.
2.5 UM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Lexc = 490 nm, 20 °C. Foto DNA40
(links) und DNA40-39 (rechts), 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NacCl, 20 °C,
angeregt mit einer herkémmlichen UV-Lampe.

Das Emissionsspektrum (Abbildung 5-5, rechts) zeigt ein Maximum bei 530 nm mit
einer Schulter bei 570 nm, dies ist die charakteristischen Fluoreszenz des Thiazol-
Orange-Monomers. Das Dimer bildet sich also auch nicht bei antiparalleler
Anordnung der Chromophore. Diese Resultate deuten darauf hin, dass das Adenin

zwischen beiden Thiazol-Orange-Chromophoren eine Wechselwirkung verhindert.
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Die mit einer UV-Lampe angeregten DNA-L&sungen zeigen eine griine Emissionsfarbe
(Abbildung 5-5, Foto). Auch die Rr-Werte zeigen Werte in einem Bereich, die der
monomeren Fluoreszenz zuzuordnen ist. (Tabelle 5-2). Leider eignet sich das
Thiazol-Orange-Dimer nicht zur Detektion von Basenfehlpaarungen, wie es mit den
Perylenbisimid-Excimeren mdglich war.

Tabelle 5-2: Charakteristische Daten der Duplexe DNA34-35 bis DNA34-39. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexe = 490 nm, 20 °C.

DNA Flmax/nm  Rer (FIszznm/ FIsgsnm)

DNA34-35 541 1.40
DNA34-36 535 1.63
DNA34-37 538 1.57
DNA34-38 542 1.33
DNA34-39 543 1.28
DNA40-39 535 1.82

5.2 Molecular Beacon

Das Thiazol-Orange-Dimer kann universell in einen DNA-Duplex eingebaut werden
und zeigt die Hybridisierung beider Einzelstréange durch einen Farbumschlag der
Emission an. Dies kann mit bloBem Auge verfolgt werden und verleiht dem Dimer
daher die Vorteile einer sehr bequemen, unkomplizierten und verhaltnismaBig
glnstigen Detektion von hybridisierten bzw. dehybridisierten Oligonukleotiden. Um
das Potential des TO-Dimers hinsichtlich einer Anwendung als Molecular Beacon

abschatzen zu kénnen, wurden zunachst einige Vorversuchen durchgefihrt.

5.2.1. Vorversuche

DNA4 besitzt eine Basenabfolge, die in acht Basen zu sich selbst komplementar ist.
Das bedeutet, dass in 5-Richtung und in 3’-Richtung des eingebauten Thiazol
Oranges jeweils vier Basen sind, die zu einem weiteren DNA4 Einzelstrang
komplementar sind, wie unten fett gedruckt gezeigt. Durch zehn min(tiges Aufheizen
auf 90 °C und anschlieBendes langsames Abkiihlen auf Raumtemperatur, kann DNA4

mit sich selbst hybridisiert werden. Es bildet sich ein kurzer, acht Basenpaare langer
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Duplex, der beide Thiazol-Orange-Chromophore dazu zwingt, miteinander zu

wechselwirken.

DNA4: 3-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5’
DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'
DNA4: 3’-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5’
DNAA41. 5"-GCA-TGC-AGT--C-AA-CTG-AC-3’

Gibt man zu DNA4-4 den vollkomplementaren Gegenstrang DNA41 hinzu,
dehybridisiert der kurze Duplex und die jeweiligen Einzelstrange DNA4 bilden mit
dem vollkomplementaren Gegenstrang DNA41 einen sehr viel stabileren Duplex
(Abbildung 5-6).

DNA4-41

DNA4-4 DNA41 3'-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5'

3'-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5'  5-GCA-TGC-AGT-CAA-CTG-AC-3' 5'-GCA-TGC-AGT--C-AA-CTG-AC-3'
5'-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3' =

3'-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5'
5'-GCA-TGC-AGT--C-AA-CTG-AC-3’

Abbildung 5-6: Schematische Darstellung der Offnung des selbsthybridisierten Duplexes DNA4-4
durch DNA41 und die beiden vollstandig komplementdren Duplexen DNA4-41.

Diese Umhybridisierung ist thermodynamisch beglinstigt, durch die Bildung des
zweiten, sehr viel stabileren und langeren Duplex (T, > 41.7 °C von DNA4-4). Durch
die Dimerbildung in DNA4-4 sollte die DNA-L6sung orange fluoreszieren, wohingegen
nach der Zugabe von Gegenstrang DNA41, die DNA-L&sung griines Licht emittieren
sollte, da die Thiazol-Orange-Chromophore voneinander separiert sind.

Zunachst wird DNA4-4 im Vergleich zu DNA3-4 spektroskopisch untersucht. Es fallt
auf (Abbildung 5-7), dass sich die Spektren sowohl in Absorption, als auch in

Emission voneinander unterscheiden.
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Abbildung 5-7: Absorptions- (links) und Emissionsspektren (rechts) der Duplexe DNA4-4, DNA3-4
und DNA3-2. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexe = 490 nm, 20 °C.

Die Intensitaiten von DNA4-4 sind jeweils geringer, die excitonischen
Wechselwirkungen im Absorptionsspektrum sind nicht so stark ausgepragt und auch
die Emissionsverschiebung vom Monomer zum Dimer ist geringer als bei DNA3-4.
Dies liegt vermutlich daran, dass ein Duplex von acht Basenpaaren zu kurz ist, um
eine kleine Furche auszubilden, an die sich das TO-Dimer anlagern kénnte. Dennoch
sind sowohl Absorption, als auch Emission des DNA4-4 sehr deutlich von der
Absorption und Emission des DNA3-2 zu unterscheiden. Um zu testen, ob sich das
Thiazol-Orange-Dimer als Hybridisierungssonde fir analytische Zwecke eignet, ist
dieser kurze Duplex DNA4-4 durchaus ausreichend. Eine Optimierung der
Hybridisierungssonde ist erst anschlieBende sinnvoll.

Temperaturabhangige Fluoreszenzspektren zeigen ein ahnliches Verhalten wie in
Kapitel 4.2.1 flir DNA3-4 gezeigt wurde. Die Fluoreszenzintensitdt mit einem

Maximum bei 580 nm sinkt zundchst bei steigender Temperatur ab.
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Abbildung 5-8: Temperaturabhangige Emissionsspektren von DNA4-4 mit dualer Fluoreszenz bei ca.
40 °C. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, texc = 490 nm, 10 °C bis
90 °C.

Bei einer Temperatur von 40 °C, die ungefdhr der Schmelztemperatur des kurzen
Duplexes entspricht (41.7 °C), ist im Spektrum eine duale Fluoreszenz zu sehen, die
auf die Koexistenz von monomerem und dimerem Thiazol Orange zurlickzufiihren ist.
AnschlieBend findet eine vollstdndige Emissionsverschiebung zu einem Maximum bei
530 nm statt, dies entspricht der monomeren Fluoreszenz. Durch den weiteren
Anstieg der Temperatur findet dann eine vollstandige Loschung der Emission statt.
Im normierten Spektrum ist die Fluoreszenzverschiebung nochmals verdeutlicht.
Auch hier Iasst sich die duale Fluoreszenz bei 40 °C mit zwei Maxima bei 580 nm und

530 nm erkennen.
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Abbildung 5-9: Normierte temperaturabhdngige Emissionsspektren von DNA4-4. 2.5 uM DNA, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Ae = 490 nm, 10 °C bis 90 °C.
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In einem ersten Experiment wurde zum kurzen Duplex DNA4-4 der vollstandig
komplementdre Gegenstrang DNA41 zutitriert. Im Absorptionsspektrum (Abbildung
5-10) nimmt bei 260 nm die Intensitat wie erwartet kontinuierlich zu. Im Bereich der
Thiazol-Orange-Absorption (Abbildung 5-10, rechts) ist eine Maximumsverschiebung
von 487 nm nach 513 nm zu erkennen. Aufgrund der neuen Duplexbildung mit
DNA41 kommt es zu einer Separation beider Chromophore, die Dimerabsorption

verschwindet und geht in die Monomerabsorption tber.

Absorption [OD]

300 400 500 400 450 500 550 600
Wellenlange [nm] Wellenlange [nm]

Abbildung 5-10: Absorptionsspektren jedes einzelnen Titrationsschrittes der Titration von DNA4-4 mit
DNA41 (links). 2.5 uM DNA4-4, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C. Rechts:
VergréBerung des Absorptionsbereiches von Thiazol Orange.

Interessant ist, dass die Maximumsverschiebung und damit die Duplexbildung von
DNA4-41 nach Zugabe von ungefihr einem Aquivalent DNA41 vollendet zu sein
scheint. Der isosbestische Punkt bei 531 nm deutet darauf hin, dass tatsachlich zwei
verschiedenen DNA-Hybride in einem Gleichgewicht vorliegen, DNA4-4 und DNA4-41.
Im Emissionsspektrum ist Ahnliches zu beobachten (Abbildung 5-11). Die
Dimeremission mit geringer Intensitat und einem Maximum bei 580 nm geht Uber in
die monomere Emission mit Thiazol-Orange-typischer Feinstruktur, einem Maximum
bei 530 nm und einer Schulter bei 565 nm. Die Fluoreszenzintensitat der Monomere
ist allerdings so hoch, dass die Dimeremission im Spektrum Uberlagert wird. Dadurch
kommt es zu keiner deutlichen Unterscheidung beider Emissionsmaxima. Dies stellt

ein Nachteil hinsichtlich einer eindeutigen Detektion dar.

95



Bioanalytische TO-Dimer Anwendungen

1.8x10° — DNA4-4
] ——0.08 eq.
= 1.6x10° —0.16 eq.
3: . —0.24 eq.
9, 1.4x10° — 032eq
8 1.2x10° ——0.40 eq.
a 6] 0.48 eq.
% 1.0x10" 1 0.56 eq.
EE 5] 0.64 eq.
g 8.0x10° — 072eq
Q 5
£ 6.0x10°+
S ]
T 4.0x10°
2.0x10° -
0'0 T T T T - 1
500 550 600 650 700

Wellenldnge [nm]

Abbildung 5-11: Emissionsspektren jedes einzelnen Titrationsschrittes der Titration von DNA4-4 mit
DNA41. 2.5 uM DNA4-4, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

Auch das Emissionspektrum weist einen isosbestischen Punkt bei 605 nm auf. Die
Umhybridisierung von DNA4 ist mit den Augen zu verfolgen. In Abbildung 5-12 sind
Fotos von den mit einer UV-Lampe angeregten DNA-L6sungen zu sehen. Links ist
Duplex DNA4-4 zu sehen, der die charakteristische orangefarbene Emission des
Thiazol-Orange-Dimers zeigt. Mit der Zugabe von 0.5 eq. DNA41 wechselt die Farbe
von orange nach gelb, was die Koexistenz von monomerem und dimerem Thiazol

Orange anzeigt.

Abbildung 5-12: Von links nach rechts: DNA4-4 ohne DNA41, nach Zugabe von 0.5 eq. DNA41, nach
Zugabe von 0.8 eq. DNA41, nach vollendeter Titration mit Zugabe von 1.04 eq.
DNA41.

Wird die Zugabe von DNA41 auf 0.8 eq. erhoht, verdndert sich die Emissionsfarbe
weiter von gelb nach gelb-griin und schlieBlich, bei Zugabe von 1.04 eq. DNA41 zu
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grin. Diese starken Farbveranderungen machen molekulare Vorgange flir die Augen
sichtbar.
DNA4-4 weist einen Rg-Wert von 0.49 auf und liegt damit deutlich bei einem

charakteristischen Wert fiir dimere Thiazol-Orange-Fluoreszenz.
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Abbildung 5-13: Auftragung der Fluoreszenzintensititsverhéltnisse Re gegen die Aquivalentzugabe
von DNA41 zu DNA4-4.

Wahrend der Titration steigt dieser Wert an und und nimmt schlieBlich den Wert 1.97
an. Dieser Re-Wert liegt sehr nahe an dem Rg-Wert, der flir DNA3-2 bestimmt wurde
(2.54) und ist damit charakteristisch fir die monomere Thiazol-Orange-Fluoreszenz.
Es konnte durch diese Vorversuche gezeigt werden, dass die Offnung eines kurzen
Duplexes durch einen vollstdndig komplementaren Gegenstrang und damit die
Separation der TO-Chromophore mit bloBem Auge verfolgt werden kann.

Ziel der Optimierung dieses Systems ist es, durch die Wahl der Basensequenz eine
bessere Unterscheidung zwischen dimerer und monomerer Emission zu erreichen.
Dies kann dadurch geschehen, dass beide Thiazol-Orange-Chromophore nicht ein
Teil des neuen Duplexes sind. Der neue Gegenstrang sollte so lang sein, dass er
einen stabileren Duplex bildet, aber er sollte kurz genug sein, um beide TO-
Chromophore von der Duplexbildung auszuschlieBen. Werden die Thiazol-Orange-
Chromophore mit in den Duplex einbezogen, steigt ihre Fluoreszenz erheblich an. Im

Einzelstrang ist die Fluoreszenz deutlich geringer.
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5.2.2. Vollstandig komplementare Zielsequenz

Molecular Beacons sind eine der gebrauchlichsten Oligonukleotid-Konstrukte, um
Hybridisierung bzw. Dehybridisierung aufgrund von richtig bzw. fehlgepaarten Basen
durch Fluoreszenzintensitatssteigerungen oder Fluoreszenzldschungen anzuzeigen.
Zudem bietet ein Molecular Beacon optimale Mdoglichkeiten, die Basensequenz so
anzupassen, dass eine bestmogliche Auslesung der Fluoreszenzsignale des Thiazol

Oranges mdglich wird.

DNA42: 3'-GTC-ATOT-TGA-CCG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5'
bildet eine Haarnadel, die im Stamm den Dimer enthdlt und dadurch eine

orangefarbene Emission aufweist. Der

Stamm ist im Vergleich zu anderen T-A-C-G
: : DNA42 I A
Molecular Beacons relativ lange, dies ; C
3'-G-T-C-A-TO-T-T-G-A-C-C |
empfiehlt sich jedoch aufgrund der L] EBERE A
Beobachtungen in den Vorversuchen. 5-C_A_G_T'T_TO-A_C_T_G_G\)\ |

\ G
CA-GTX

o o Abbildung 5-14: Haarnadel aus DNA42,
ein langerer Duplex notwendig ist, um

Diese legen die Vermutung nahe, dass

eine kleine Furche auszubilden, in die sich das Dimer einlagern kann. Der Stamm
darf allerdings auch nicht zu lang sein, weil die Haarnadel sonst zu stabil ist und
durch einen entsprechenden Gegenstrang nicht mehr gedffnet werden kann (zur
optimalen Stammlange vergleiche hierzu bitte Kapitel 5.2.4). DNA42 besitzt eine

Stammlange von neun komplementdren Basenpaaren.

DNA41: 5'-GC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-3’

DNA41 ist komplementar zur Schleifenregion der Haarnadel,

DNAA43: 5'-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-3’
DNA43 weist eine Basensequenz auf, die im Duplex jeweils bis zu einer Base vor dem

Thiazol Orange reicht.

DNA44.: 5’-CAG-T-T-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-T-A-ACT-G-3'
DNA44 ist voll komplementar zu DNA42.
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DNAA45: 5'-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3’
DNA45 weist eine Basensequenz auf, die im Duplex jeweils bis zu beiden Thiazol-

Orange-Chromophoren reicht.

Abbildung 5-15 veranschaulicht die unterschiedlichen Duplexe, die bei der Offnung
der Haarnadel aus DNA42 entstehen, durch entsprechende Farbwahl. Griin zeigt den
kiirzesten Duplex mit Gegenstrang DNA41 an, blau zeigt den Duplex an, der mit
DNA43 entsteht und jeweils eine Base vor den Thiazol-Orange-Chromophoren endet.
In orange wird der Duplex mit DNA45 gezeigt, der jeweils vor den beiden Thiazol-
Orange-Chromophoren endet. Dadurch, dass beide Thiazol-Orange-Basensurrogate
bei einer Hybridisierung mit DNA41, DNA43 und DNA45 jeweils nicht Teil der Duplexe
sind, sollte die Fluoreszenzintensitdt der monomeren Farbstoffe relativ gering bleiben
und damit deutlicher von der TO-Dimerfluoreszenz in der Haarnadel zu unterscheiden
sein. In schwarz wird der voll komplementare Duplex mit DNA44 gezeigt, der beide

Chromophore mit in den Duplex einschlieft.

DNA42 3'-GTC-ATOT-TGA-C -GTC-ATOT-TGA-C-5'
DNA41 5'- -3'

DNA43 5'-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-3'

DNA45 5'- -3'

DNA44 5'-CAG-T-T-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-T-A-ACT-G-3'

Abbildung 5-15: Jeweils durch gleiche Farbgebung, schematische Darstellung der entstehenden
Duplexe DNA42-41, DNA42-43, DNA42-44 und DNA42-45.

Zunachst jedoch soll die Haarnadel DNA42 spektroskopisch untersucht werden. Im
temperaturabhangigen Emissionsspektrum (Abbildung 5-16) ist bei 20 °C ein Signal

bei 585 nm zu sehen, dies entspricht dem Dimermaximum.
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Abbildung 5-16: Temperaturabhangige Emissionsspektren von DNA42. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250
mM NaCl, Aexe = 490 nm, 20-90 °C.

Es bildet sich also trotz des relativ kurzen Stamms ein Thiazol-Orange-Dimer aus, das
die charakteristische orangefarbene Emission zeigt. Wird nun die Temperatur
schrittweise erhoht, sinkt die Emissionsintensitat zunachst ab. Abbildung 5-17 zeigt
deutlich, wie sich zwischen 78 °C und 90 °C das Maximum der Emission von etwa

580 nm nach ca. 530 nm verschiebt.
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Abbildung 5-17: Temperaturabhangige Emissionsspektren von DNA42. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250
mM NaCl, A = 490 nm, 78-90 °C.

Bei 80 °C und 82 °C ist wieder eine duale Fluoreszenz aufgrund der Koexistenz von
monomerem und dimerem Thiazol Orange zu erkennen. Nach der

Emissionsverschiebung, ab ca. 86 °C liegt nur noch monomere Fluoreszenz vor, die
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durch die weiter ansteigende Temperatur nahezu vollstandig geléscht wird. Die
Emissionsverschiebung um ca. 50 nm wird im normierten Spektrum in Abbildung
5-18 deutlich. Hier wird noch mal ganz klar ersichtlich, wie wichtig der DNA-Duplex
als Grundgerist flr das Dimer ist. Wird dieses durch erhohte Temperatur
schrittweise aufgeldst, zerfallt auch der Dimerkomplex der Chromophore und es sind
nur noch die spektroskopischen Eigenschaften der Thiazol-Orange-Monomere zu
beobachten.

DNA42 20°C

DNA42 90°C

Fluoreszenzintensitdt I [normiert]

500 550 600 650 700 750
Wellenldange [nm]

Abbildung 5-18: Normierte temperaturabhdngige Emissionsspektren von DNA42. 2.5 uM, 10 mM NaP,
pH 7, 250 mM NaCl, L = 490 nm, 20-90 °C.

Die Haarnadelform von DNA42 wurde mit den unterschiedlichen Gegenstrédngen
DNA41, DNA43, DNA44 und DNA45 hybridisiert. Im Absorptionsspektrum (Abbildung
5-19) zeigen DNA42-43, DNA42-44 und DNA42-45 alle monomere
Absorptionsbanden, mit einem Maximum von etwa 510 nm und nur sehr kleinen

Intensitatsunterschieden.
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Abbildung 5-19: Absorptionsspektren von DNA42, DNA42-41, DNA42-43 bis DNA42-45. 2.5 uM, 10
mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Im Gegensatz dazu ist sofort zu erkennen, dass DNA41 nicht in der Lage zu sein
scheint, die Haarnadel aus DNA42 vollstandig zu 6ffnen. Der Duplex DNA42-41 zeigt
ein Maximum von etwa 490 nm, das dem Maximum des Dimers entspricht. Man kann
zwar eine Veranderung gegenitiber DNA42 erkennen, aber keine vollstandige
Verschiebung zur Monomerabsorption. Damit ist der Gegenstrang DNA41 flir weitere
analytische Zwecke ungeeignet.

Dies wird auch im Emissionsspektrum (Abbildung 5-20) ersichtlich. DNA42 zeigt ein
Maximum bei 586 nm ohne die TO-typische Feinstruktur. DNA42-41 zeigt ein
Maximum, das sehr nahe an dem der Haarnadel liegt. Zwar ist eine Schulter bei
532 nm zu sehen, es ist aber deutlich, dass DNA41 zur Offnung der Haarnadel

aufgrund seiner kurzen Basensequenz ungeeignet ist.
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Abbildung 5-20: Emissionsspektren von DNA42, DNA42-41, DNA42-43 bis DNA42-45. 2.5 uM, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aee = 490 nm, 20 °C.

DNA42-43 zeigt mit einem Maximum von 532 nm und einer Schulter bei 563 nm die
TO-typische Feinstruktur der Emission, die aber in der Intensitat zu hoch ist. Die
Monomerfluoreszenz wirde so die Dimerfluoreszenz im Emissionsspektrum eines
Titrationsexperiments (berlagern, wie in den Vorversuchen bei DNA4-4 und DNA41.
DNA42-44 und DNA42-45 hingegen zeigen sowohl die typische Emissionsbanden des
monomeren Thiazol Oranges, als auch eine geeignete Fluoreszenzintensitdt. Beide
Fluoreszenzbanden (DNA42 und DNA42-44, DNA42-45) sind deutlich voneinander zu
unterscheiden. Warum DNA42-43 die hdchste Emissionsintensitat zeigt und nicht
DNA42-44, der eine voll komplementdre Basensequenz aufweist, liegt vermutlich an
der individuellen Faltung der Chromophore in den Duplex oder an der
unterschiedlichen Anlagerung in die kleine Furche. Genau konnte dies nicht geklart
werden. DNA45 weist eine geeignete Basensequenzlange auf, schlieBt beide
Chromophore aus der Duplexbildung aus und erreicht somit eine geeignete
Fluoreszenzintensitat, die die Dimeremission nicht Uberdeckt. Eine Titration von
DNA42 mit DNA45 scheint am sinnvollsten:
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DNA42 .
STOTOTTEET '
| | A
5'-C-A-G-T-T-TO-A-C-T-G-G |
\)\ 5

C-A-G-TA

TACE

DNA45
5'-A-ACT-GGC-ATG-CAGYTCA-ACT-GAC-CAG-T-3'

DNA42 3'-GTC-ATOT-TGA-CCG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5'
DNA45 5'-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3'

Abbildung 5-21: Schematische Darstellung der Offnung der DNA42 Haarnadel durch DNA45 mit
gleichzeitiger Duplexbildung von DNA42-45.

Im Absorptionsspektrum (Abbildung 5-22) kann beobachtet werden, wie die
excitonischen Wechselwirkungen beider Chromophore unterbrochen werden und

schrittweise in die Absorptionsbanden des monomeren Chromophors tibergehen.

0.4+
0.0 eq. DNA45

1.8 eq. DNA45

Absorption [OD]

4.9 eq. DNA45

T T —
450 500 550
Wellenldnge [nm]

Abbildung 5-22: Absorptionsspektren der einzelnen Titrationsschritte der Titration von DNA42 mit
Gegenstrang DNA45. 2.5 uM DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Das Maximum verschiebt sich von 486 nm zu 510 nm und die Intensitat der
Absorption steigt an. Es sind zwei isosbestische Punkte zu sehen, bei 492 nm und bei
533 nm.

Im Emissionsspektrum (Abbildung 5-23) sind beide Maxima deutlich voneinander
separiert. Das bedeutet, dass die Monomerfluoreszenz nicht vollstandig die

Dimeremission Uberlagert, wie es bei der Titration von DNA4-4 mit DNA41 der Fall

104



Molecular Beacon

war (vergleiche Abbildung 5-11). Die Intensitat der Monomerfluoreszenz steigt leicht
an, ist aber immer noch auf etwa gleicher Hohe wie die Emissionsintensitdt von

DNA42. Es ist ein isosbestischer Punkt bei 567 nm zu sehen.
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Abbildung 5-23: Emissionsspektren der einzelnen Titrationsschritte der Titration von DNA42 mit
Gegenstrang DNA45. 2.5 uM DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, dey =
490 nm, 20 °C.
Die Emissionsverschiebung ist mit bloBem Auge zu verfolgen (Abbildung 5-24). Die
DNA-L6sung wurde nach den einzelnen Titrationsschritten mit einer UV-Lampe
angeregt und fotografiert. Die orangene Farbe der Haarnadel geht schrittweise in

gelb Uber, aufgrund der Koexistenz von monomerem und dimerem Thiazol Orange.
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Abbildung 5-24: Die Fotos zeigen von rechts nach links folgende Titrationsschritte: 0.0, 0.1, 0.3,
0.5, 1.0, 1.6, 2.3, 2.9, 3.7, 4.9 Aquivalente DNA45. Die DNA-L&sungen wurden mit
einer herkdmmlichen UV-Lampe angeregt. 2.5 uM DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250
mM NaCl, 20°C.

Bei weiterer Zugabe von DNA45 o6ffnet sich die Haarnadel vollstandig, dies wird
durch eine griine Emissionsfarbe angezeigt.
Wird das Fluoreszenzintensititsverhéltnis Re gegen die Aquivalente des zugegebenen

Gegenstrangs aufgetragen (Abbildung 5-25), fallt auf, dass die Haarnadel DNA42 im
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Vergleich zu den Vorversuchen deutlich mehr Aquivalente Gegenstrang benétigt, um
vollstandig gedffnet zu werden. Dies liegt daran, dass der Stamm der Haarnadel
langer und dadurch stabiler ist. Zusatzlich kénnen die Basen in der Schleife ebenfalls
miteinander wechselwirken und z.B. Wasserstoffbriicken zueinander ausbilden. Man
geht davon aus, dass sich nicht wirklich eine Schleife ausbildet, sondern ein Knauel
vorliegt. Dies stabilisiert das Gleichgewicht zugunsten der Haarnadel. DNA42 weist
einen Rg-Wert von 0.18 auf, was fast exakt dem Wert von DNA3-4 entspricht (0.15).
DNA4-4 erreichte in den Vorversuchen lediglich ein Wert von 0.49. Ist die DNA-
Haarnadel vollstandig von DNA45 gedffnet worden, ist ein Rgi-Wert von 1.6 zu
errechnen, dies entspricht leider nicht ganz dem Wert von 2.54, der mit DNA3-2

erreicht wurde.
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Abbildung 5-25: Auftragung der Fluoreszenzintensititsverhaltnisse Re; gegen die Aquivalente der
Titrationsexperimente von DNA42 im Vergleich zu DNA4-4.

5.2.3. Zielsequenz mit Basenfehlpaarungen

DNA42 kann als analytische Sonde verwendet werden, um die Existenz eines
vollstandig komplementaren Oligonukleotids (DNA45) anzuzeigen. Von noch
groBerem Interesse ist jedoch, Mutanten durch Basenfehlpaarungen anzuzeigen. Um
zu untersuchen, wie sensitiv die Haarnadel DNA42 ist, wurden zusatzlich drei weitere
DNA-Sequenzen synthetisiert. DNA46, DNA47 und DNA48 enthalten jeweils eine
unterschiedliche Base in der Mitte, mit der es zu einer Basenfehlpaarung im

entstehenden Duplex kommt.
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DNA42: 3-GTC-ATOT-TGA-CCG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5'

DNAA45: 5’-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3'
DNA46. 5"-A-ACT-GGC-ATG-CAG-ACA-ACT-GAC-CAG-T-3'
DNAA47: 5’-A-ACT-GGC-ATG-CAG-CCA-ACT-GAC-CAG-T-3’
DNA48: 5"-A-ACT-GGC-ATG-CAG-GCA-ACT-GAC-CAG-T-3’

Die Basenfehlpaarung befindet sich in der Mitte der Schleifenregion, um zu
gewahrleisten, dass moglichst kurze komplementdre Teilsequenzen entstehen. Je
kiirzer diese Teilkomplementaritit, desto kleiner die Triebkraft, die zur Offnung der
Haarnadel flihrt. In Abbildung 5-26 ist die Stelle, bei der mit DNA46, DNA47 und
DNA48 im Duplex eine Basenfehlpaarung vorliegt, griin markiert.

T-A-C-G

DNA42 N
C

o
| | A
5'-C-A-G-T-T-TO-A-C-T-G-G .
A .G
C-A-G-TA

Abbildung 5-26: Haarnadel aus DNA42, in griin: Base Adenin, mit der es im Duplex zu einer
Fehlpaarung kommt.

Abbildung 5-27 zeigt die Absorptionsspektren von DNA42 und DNA42-45 bis DNA42-
48. Im Vergleich zum Spektrum der Haarnadel DNA42 weisen alle fehlgepaarten
Duplexe veranderte Absorptionsbanden auf, sie unterscheiden sich jedoch auch
deutlich vom Absorptionsspektrum von DNA42-45.
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Abbildung 5-27: Absorptionsspektren von DNA42 und den Duplexen DNA42-45 bis DNA42-48. 2.5 uM,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

DNA42-45 zeigt eine deutlich hohere Absorptionsintensitdt und die typischen
Monomerabsorptionsbanden. Es scheint, dass DNA46 bis DNA48 nicht in der Lage
sind, die Haarnadel aus DNA42 vollstandig zu 6ffnen, da keine vollstandige
Verschiebung zur charakteristischen Monomerabsorption zu beobachten ist. Dies wird
unterstlitzt durch die Emissionsspektren (Abbildung 5-28). DNA42 und DNA42-45
weisen jeweils die charakteristischen Emissionsbanden des monomeren bzw. dimeren

Thiazol Oranges auf.
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—— DNA42-45
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Abbildung 5-28: Emissionsspektren von DNA42 und den Duplexen DNA42-45 bis DNA42-48. 2.5 uM,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.
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DNA42-46, DNA42-47 und DNA42-48 zeigen hingegen Emissionsbanden, die der
dimeren Fluoreszenz ahnlich sind und sich deutlich von der Monomerfluoreszenz des
Thiazol Oranges unterscheiden. Die Maxima liegen ungefahr bei 580 nm, die
Fluoreszenzintensitdten sind im Vergleich zu DNA42 geringer.

DNA42 wird durch 4.9 eq. DNA45 vollstandig gedffnet, dies wird durch die griine
Fluoreszenz beider Thiazol-Orange-Chromophore im Emissionspektrum angezeigt.
Werden 4.9 eq. DNA46, DNA47 und DNA48 jeweils zu DNA42 zugegeben, ist selbst
bei so hohem Uberschuss an Gegenstrang keine vollstindige Offnung der Haarnadel
zu erkennen (Abbildung 5-29).

DNA42 titriert mit bis | DNA42 titriert mit bis [DNA42 titriert mit bis
zu 4.9 eq. DNA46 zu 4.9 eq. DNA47 zu 4.9 eq. DNA48
A

0.20 1

0.154

Absorption [OD]

0.101

0.05 1

0.00 T T T T T T T T T N
400 450 500 550 400 450 500 550 400 450 500 550 600

Wellenlange [nm] ~ Wellenlange [nm]  Wellenldnge [nm]

Abbildung 5-29: Absorptionsspektren von DNAA42 titriert mit bis zu 4.9 Aquivalenten, in 0.7
Aquivalentschritten, DNA46 (links), DNA47 (Mitte) und DNA48 (rechts). 2.5 uM
DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

In allen drei Absorptionsspektren ist eine leicht bathochrome Verschiebung zu
beobachten, die sich jedoch nicht wvollstandig zu einer charakteristischen
Monomerabsorption verandert. Im Vergleich dazu zeigt Abbildung 5-30 die
vollstandige Verschiebung der Dimer- zur Monomerabsorptionsbande hervorgerufen

durch die Offnung der Haarnadel.
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Abbildung 5-30: Absorptionsspektren der einzelnen Titrationsschritte der Titration von DNA42 mit
Gegenstrang DNA45. 2.5 uM DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Auch in den Emissionspektren der Titrationen (Abbildung 5-31) ist nur eine sehr

leichte hypsochrome Verschiebung zu erkennen. Die Fluoreszenz des Dimers im

Stamm der Haarnadel wird durch die Zugabe der entsprechenden Gegenstrange

leicht geldscht, es findet jedoch keine vollstandigen Offnung der Haarnadel statt.
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Abbildung 5-31: Emissionsspektren von DNA42 titriert mit bis zu 4.9 Aquivalente in 0.7
Aquivalentschritten, DNA46 (links), DNA47 (Mitte) und DNA48 (rechts). 2.5 uM

DNA42, 10 mM

NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C. Foto von links nach rechts: DNA42,

DNAA42 titriert mit 4.9 eq. DNA46, DNA42 titriert mit DNA47, DNA42 titriert mit

DNA48. 2.5 pM
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Bei 530 nm ist ein leichter Anstieg der Emission zu erkennen. Dies flihrt zu der
gelben Fluoreszenzfarbe der angeregten DNA-L6sungen. Es ist mit bloBem Auge zu
erkennen, ob in der zu analysierenden DNA Sequenz eine Basenmutante vorliegt
oder nicht. Ist keine Fehlpaarung vorhanden, verandert sich die Fluoreszenzfarbe von
orange nach grin, liegt eine Mutante vor, ist lediglich eine Aufhellung der Lésung zu
beobachten, die dem Auge gelb erscheint. Das Foto in Abbildung 5-31 zeigt die mit
einer UV-Lampe angeregten DNA-Losungen. Im Vergleich zu DNA42 zeigen alle eine
gelbe Emissionsfarbe, wie sie bei einem Emissionsmaximum von 580 nm zu erwarten
war. Auch hier sieht man, dass diejenigen DNA-Sequenzen, die zu einer
Basenfehlpaarung im Duplex flihren, nicht in der Lage sind, die Haarnadel DNA42 zu
offnen.

Abbildung 5-32 zeigt die normierten Emissionsspektren der einzelnen
Titrationsschritte. Die Emissionsverschiebung von ca. 5 nm ist kaum zu erkennen, es

ist lediglich ein leichter Anstieg bei 530 nm zu beobachten.

1DNA42 titriert mit DNA42 titriert mit TDNA42 titriert mit
1.0 bis zu 4.9 eq. DNA46 | bis zu 4.9 eq. DNA47 _|bis zu 4.9 eq. DNA48

Fluoreszenzintensitat I [normiert]

.

0'0 T T T T T T T T T T T T
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Abbildung 5-32: Normierte Emissionsspektren von DNA42 titriert mit bis zu 4.9 Aquivalente in 0.7
Aquivalentschritten, DNA46 (links), DNA47 (Mitte) und DNA48 (rechts). 2.5 uM
DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490 nm, 20 °C.

Im Vergleich hierzu zeigt Abbildung 5-33 das normierte Emissionsspektrum der
Titration von DNA42 mit DNA45, die Emissionsmaximumsverschiebung verdeutlicht

die vollstandige Offnung der Haarnadel.
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Abbildung 5-33: Normierte Emissionsspektren der einzelnen Titrationsschritte der Titration von DNA42
mit Gegenstrang DNA45. 2.5 uM DNA42, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490

nm, 20 °C.

Durch die Auftragung der Fluoreszenzintensitatsverhaltnisse gegen die Aquivalente

jedes Titrationsschrittes, kann der Unterschied zwischen richtig und fehlgepaarten

Duplexen quantifiziert werden (Abbildung 5-34).
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Abbildung 5-34: Auftragung der Fluoreszenzintensitdtsverhéltnisse Re gegen die Aquivalentzugabe
von DNA45 zu DNA42 im Vergleich zur ausbleibenden Offnung des DNA42 bei der
Titration mit den DNA-Sequenzen DNA46, DNA47 und DNA48. Foto links: DNA42,
Foto rechts oben: DNA42-45, Fotos rechts unten: DNA42-46, DNA42-47 und

DNA42-48 (v.l.n.r.).

Das Verhadltnis der Fluoreszenzintensitaten bei 533 nm und 585 nm steigt im richtig

gepaarten Duplex von ca. 0.2 auf 1.6 deutlich an, wohingegen die fehlgepaarten
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Varianten nur eine Zunahme von 0.2 auf ca. 0.5 bzw. 0.4 aufweisen, dies entspricht

einer Diskriminierung zwischen richtig und fehlgepaartem Duplex von 1:4.

5.2.4. Evaluation der Stammlange

Optimierte Molecular Beacons weisen meist eine Stammlange zwischen flinf und
sieben Basenpaaren auf.l®®] DNA42 bildet eine Haarnadel mit einer Stammlange von
9 Basenpaaren aus, dadurch zeigt die Haarnadel hohe thermische Stabilitat und
braucht mehrere Aquivalente Gegenstrang, um vollstindig getffnet werden zu
kdnnen. Folgende DNA-Sequenzen wurden synthetisiert, um systematisch die
Stammlange zu verkiirzen, gleichzeitig die Schleife zu vergroBern und diese
strukturelle Beeinflussung auf die optischen Eigenschaften des Thiazol-Orange-

Dimers zu untersuchen:

DNA49: 3-GTC-ATOT-TGA-CTG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5’
DNA5O: 5-A-ACT-GAC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3'
Der Stamm wurde im Vergleich zu DNA42 um ein Basenpaar verkirzt und gleichzeitig

die Schleife um ein Basenpaar erweitert. Die Stammlange betragt acht Basenpaare.

DNA51: 3-TCA-TOTT-GAC-TGT-ACG-TCA-GTT-GAC-TGA-TCA-TOTT-GA-5’
DNA52: 5-AA-CTG-ACA-TGC-AGT-CAA-CTG-ACT-AGT-3’

Im Vergleich zu DNA42 wurde ein Basenpaar am Terminus entfernt und ein weiteres
Basenpaar durch Fehlpaarung der Schleife zugeordnet. Die Stammldnge betragt

sechs Basenpaare.

DNAS53: 3'-C-ATOT-TGG-CTG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-ATC-ATOT-TG-5’
DNA54: 5’-A-ACC-GAC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-TAG-T-3'
Es wurde ein Basenpaar am Terminus entfernt und ein weiteres Basenpaar durch

Basenfehlpaarung der Schleife zugeordnet. Die Stammlange betragt vier Basenpaare.

Abbildung 5-35 gibt einen Uberblick iiber die synthetisierten Haarnadeln, es ist klar

zu erkennen, dass die Stamme kirzer und die Schleifen groBer werden.
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Abbildung 5-35: Haarnadeln aus DNA42, DNA49, DNA51 und DNA53.

Es kénnen nun Haarnadeln mit den Stammlangen von neun, acht, sechs und vier
Basenpaaren verglichen werden. In Abbildung 5-36 sind die Absorptionsspektren
aller Haarnadeln aufgetragen. Nur DNA42 zeigt Absorptionsbanden, die
charakteristisch flir dimeres Thiazol Orange sind, mit einem Maximum bei 490 nm
und einer Schulter bei 510 nm. DNA49 zeigt ebenfalls ein Maximum bei 490 nm, die
Feinstruktur zeigt jedoch Veranderungen gegeniber DNA42.
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Abbildung 5-36: Absorptionsspektren der Haarnadeln aus DNA42, DNA49, DNA51 und DNA53. 2.5 uM,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.
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Die Haarnadeln DNA51 und DNA53 zeigen charakteristische
Monomerabsorptionsbanden, mit einem Maximum bei 510 nm.

Obwohl DNA49 im Absorptionsspektrum keine deutliche Monomerabsorptionsbande
aufweist, ist im Emissionspektrum (Abbildung 5-37) die Dimerfluoreszenz zu sehen,

die nahezu exakt mit dem Spektrum von DNA42 (bereinstimmt.
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Abbildung 5-37: Emissionsspektren der Haarnadeln aus DNA42, DNA49, DNA51 und DNA5S3. 2.5 uM,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C. Foto von links nach rechts:
DNA42, DNA49, DNA51, DNA53. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C,
angeregt mit einer herkdmmlichen UV-Lampe.

DNA51 und DNA5S3 zeigen ein bathochrom verschobenes Maximum im Gegensatz zur
Thiazol-Orange-Monomeremission, die Emissionsspektren unterscheiden sich jedoch
jedoch deutlich von den charakteristischen Emissionsbanden des Thiazol-Orange-
Dimers. Die mit einer UV-Lampe angeregten DNA-LOsungen zeigen entsprechend
ihrer Emissionsspektren orangefarbene (DNA42 und DNA49) und gelbe Emissionen
(DNA51 und DNAS3).

Trotz der unvollsténdigen Ausbildung der Thiazol-Orange-Dimere in den verklrzten
Stammen der Haarnadeln aus DNA49, DNA51 und DNAS3, ist eine Unterscheidung zu
den ausgebildeten Duplexen in den Emissionsspektren moglich (Abbildung 5-38). Die
Duplexe zeigen alle die charakteristische Monomeremission mit einem Maximum bei

530 nm und einer Schulter bei 565 nm.
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Abbildung 5-38: Emissionsspektren von DNA49, DNA49-50, DNA51, DNA51-52, DNA53 und DNA53-54.
2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Xexe = 490 nm, 20 °C.

Es wurden DNA49 und DNA51 mit ihren jeweiligen Gegenstrangen DNAS50 und
DNA52 durch eine Titration gedffnet. Auf die Titration von DNA53 wurde verzichtet,
da die spektroskopischen Eigenschaften denen von DNA 59 sehr dhnlich sind.

DNA49 wurde mit DNA5O titriert, eine vollstindige Offnung der Haarnadel ist mit ca.
2.6 Aquivalenten moglich (Abbildung 5-39). Im Absorptionsspektrum (links) ist ein
Intensitatsanstieg zu beobachten, dabei ist die Absorptionsbande der Haarnadel Teil
der Monomerabsorptionsbande. Es findet also effektiv keine klar zu unterscheidende
Verschiebung des Maximums statt. Im Emissionsspektrum (rechts) hingegen sind

beide Maxima deutlich voneinander zu unterscheiden.
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Abbildung 5-39: Absorptions- (links) und Emissionsspektren (rechts) jedes Titrationsschrittes der
Titration von DNA49 mit DNA50. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NadCl,
Aexc = 490 nm, 20 °C. Foto: DNA49 (links), DNA49 titriert mit DNA50. 2.5 uM, 10 mM
NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkdmmlichen UV-Lampe.

Die Emissionsbande, die durch die monomere Form von Thiazol Orange
zustandekommt, zeigt eine kleinere Intensitat als die Emissionsbande der dimeren
Form. Die Emissionsfarbe der Haarnadel und des Duplexes sind auch mit dem Auge
zu unterscheiden (Abbildung 5-39, Foto). Die Titration dieser Haarnadel zeigt, dass
trotz der unzureichenden Unterscheidung beider Formen des Thiazol-Orange-

Chromophors durch Absorption, eine Unterscheidung durch Fluoreszenz méglich ist.

Wahrend der Titration von DNA51 ist im Absorptionsspektrum (links) keine
Maximumsverschiebung, lediglich ein Intensitdtsanstieg ist zu beobachten. Bei
DNA51 ist im Emissionsspektrum keine einfache Unterscheidung vom Duplex mehr
moglich (Abbildung 5-40, rechts). Es ist eine hypsochrome Maximumsverschiebung
zu sehen; allerdings ist die Emissionsbande des monomeren Thiazol Oranges
ebenfalls Teil der Emissionsbande der dimeren Form des Chromophors. Die optischen
Eigenschaften von DNA51 wahrend der Titration deuten darauf hin, dass der Stamm

der Haarnadel zu kurz ist.
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Abbildung 5-40: Absorptions- (links) und Emissionsspektren (rechts) jedes Titrationsschrittes der
Titration von DNA51 mit DNA52. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex = 490
nm, 20 °C. Foto: DNA51 (links), DNA51 auftitriert mit DNA52. 2.5 uM, 10 mM NaPi,
pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkdmmlichen UV-Lampe.

Auch mit bloBem Auge kann man erkennen, dass die Dimerausbildung beider
Thiazol-Orange-Chromophore unvollstdndig sein muss (Abbildung 5-40). Die
Emissionsfarbe von DNA51 ist gelb und nicht orange, wie bei DNA42. Die Titration ist

bereits mit 1.6 Aquivalenten beendet, eine Folge des kurzen Stamms der Haarnadel.

Tragt man jeweils die Fluoreszenzintensititsverhiltnisse gegen die Aquivalente eines
jeden Titrationsschrittes auf (Abbildung 5-41), wird deutlich, dass DNA51 nicht flr
analytische Zwecke geeignet ist. Die Haarnadel aus DNA51 weist einen Rg-Wert von
ca. 0.8 auf, wohingegen die beiden anderen Haarnadeln beide einen Wert von ca.
0.2 zeigen. Die Rg-Werte liegen nach den Titrationen alle bei ungeféhr 1.65. Die
Titration von DNA49 mit DNA50 weist in Abbildung 5-41 einen sigmoidalen
Kurvenverlauf auf und liegt mit 2.6 Aquivalenten in einem fiir analytische Zwecke gut
geeigneten Rahmen. Auch die Schmelztemperatur von 67.4 °C erscheint geeigneter,
als die Schmelztemperatur von DNA42 (77.0 °C) (Tabelle 5-3). Zu hohe
Schmelztemperaturen sorgen flr zu hohe Stabilitaten der Haarnadeln und verringern

die Sensitivitat eines Molecular Beacons.
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Abbildung 5-41: Auftragung der Fluoreszenzintensititsverhaltnisse Re gegen die Aquivalente der drei
Titrationsexperimente mit DNA42, DNA49 und DNA51.

Die charakteristischen Daten (Tabelle 5-3) zeigen deutlich: Je kirzer die
Stammlange, desto instabiler die Haarnadel. Der Rg-Wert nimmt mit abnehmender

Schmelztemperatur zu.

Tabelle 5-3:  Charakteristische Daten der Haarnadeln aus DNA42, DNA49 und DNA51. 2.5 uM DNA,
10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Xexe = 490 nm, 20 °C.

DNA Stammlinge R;; Aquivalente Schmelztemperatur

DNA42 9 bp 0.17 4.9 77.0 °C
DNA49 8 bp 0.23 2.6 67.4 °C
DNA51 6 bp 0.80 1.6 64.0 °C

Die Analyse verschiedener Stammldngen hat gezeigt, dass das Thiazol-Orange-Dimer
langere und damit stabilere Stdmme bendtigt. Ist der Stamm zu kurz, ist es nicht
moglich, ein excitonisch gekoppeltes Dimer auszubilden. Dies kdnnte daran liegen,
dass beide Thiazol-Orange-Chromophore nicht interkalieren, sondern sich an die
kleine Furche der DNA anlagern und dort miteinander wechselwirken. Ist es aufgrund
einer zu kurzen Sequenz nicht mdglich, dass sich der entstehende Duplex windet und
eine kleine Furche ausbildet, ist auch keine Mdglichkeit fiir die Ausbildung eines
Thiazol-Orange-Dimers gegeben. Es konnte gezeigt werden, dass fiir eine

Anwendung des TO-Dimers in einem Molecular Beacon, eine Stammlange von
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mindestens acht Basenpaaren erforderlich ist. Die in der Literatur angegebene
Stammlénge von fiinf bis sieben Basenpaaren'®! kann also nur fiir herkdmmliche
Molecular Beacons gelten und nicht als generell gliltig verstanden werden. In jedem
Fall ist individuell zu entscheiden, welches Design flir welche Fluoreszenzmarkierung

eines Molecular Beacons zu wahlen ist.

5.2.5. Molecular Beacons mit doppeltem TO-Dimer

Das Thiazol-Orange-Dimer weist mit einer Quantenausbeute von ungefahr 8 % nur
eine geringe Helligkeit auf. Um die Fluoreszenzintensitat zu erhdéhen, wurde das
Thiazol-Orange-Paar zweimal in den Stamm einer DNA-Haarnadel eingebaut.

Folgende DNA-Sequenzen wurden synthetisiert:

DNA5S5: 3-TCA-TOTTO-TAC-GTA-CGT-CAG-TTG-ACT-GTTO-TTOT-TGA-5’
DNA56.: 5-ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CA-3’
DNA57: 5-AGT-T--A-T---ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CAT—A-TA-ACT-3'

DNAS5S: 3-CATO-TTTO-TAC-GTA-CGT-CAG-TTG-ACT-GTTO-TATO-TTG-5’
DNA56.: 5-ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CA-3’
DNA59: 5'-GT-T--AA-T--ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CAT—AT-T--AAC-3'

Die Haarnadeln wurden jeweils mit zwei verschiedenen Gegenstrangen hybridisiert.
DNAD5G ist der kirzere von beiden, zu beiden Haarnadeln komplementdr und reicht
jeweils bis zu den ersten Thiazol-Orange-Chromophoren. DNA57 und DNA59 sind
jeweils voll komplementdr zu den Haarnadeln und bilden einen Duplex, der Uber alle

vier Thiazol-Orange-Chromophore hinweg geht.

Wie in Abbildung 5-42 zu sehen ist, sind in DNA55 beide Chromophorenpaare direkt
hintereinander in den Stamm eingebaut. In DNAS58 hingegen befindet sich ein
AT-Basenpaar zwischen den beiden Dimerpaaren, das in der Abbildung 5-42 grin

markiert ist. DNA42 dient in der Messreihe als Referenz mit nur einem Dimer.
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Abbildung 5-42: Haarnadeln aus DNA42, DNA55 und DNA5SS.

Es wird zunachst DNA55 in seiner Haarnadelform und als Duplex im Vergleich zu
DNA42 betrachtet (Abbildung 5-43). DNAS5 zeigt deutliche Unterschiede im Vergleich
zu DNA42. Die Absorptionsintensitat ist ungefdahr doppelt so hoch, was aber bei der

doppelten Anzahl an Chromophoren zu erwarten war.
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Abbildung 5-43: Absorptionsspektren der Haarnadeln aus DNA42 und DNA5S5, sowie der Duplexe
DNA55-56 und DNA55-57. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM Nacl, 20 °C.

Das Absorptionsspektrum von DNAS5S zeigt zwei Maxima, eines bei 480 nm, was im
Vergleich zu DNA42 um knapp 10 nm hypsochrom verschoben ist, und ein weiteres
Maximum bei 507 nm, was dem Absorptionsmaximum eines monomeren Thiazol

Oranges entsprechen wiirde. Die starke hypsochrome Verschiebung, starker als bei

121



Bioanalytische TO-Dimer Anwendungen

DNA42, geht einher mit den typischen Eigenschaften eines H-Aggregates: Je groBer
dieses ist, desto stirker der hypsochrome Shift.[*** 1¢7) Djes konnte so auch bei den
Chromophorenstapeln in Kapitel 4.5 beobachtet werden. Es liegt die Vermutung
nahe, dass sich die Haarnadel nicht vollstdndig ausbildet und das
Absorptionsspektrum eine Mischung aus Monomer- und Dimerabsorption
widerspiegelt.

DNA55-56 zeigt ein Maximum bei 476 nm, dies ist noch einmal eine deutliche
hypsochrome Verschiebung im Vergleich zur Absorptionsbande von DNA55-56, und
eine Schulter bei 504 nm. Dieses Absorptionsverhalten deutet darauf hin, dass der
kurze Gegenstrang DNA56 nicht in der Lage ist, das Gleichgewicht aus dimerer und
monomerer Anordnung der Chromophore vollstandig auf die Seite der Monomere zu
verschieben. Es konnte mdglich sein, dass sich zwar, wie in Abbildung 5-44 gezeigt,
ein Duplex bildet, es jedoch den Chromophoren immer noch mdglich ist miteinander

zu wechselwirken.

Wechselwirkungen Wechselwirkungen
VRN yam
TO TO TO TO
DNA55: 3'-TCA--L-T-l--TAC-GTA-CGT-CAG-TTG-ACT-GT---T-1-T-TGA-5'
DNAbSG6: 5'-ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CA-3'

Abbildung 5-44: Schematische Darstellung des Duplexes DNA55-56. Pfeile deuten die
Wechselwirkung der Thiazol-Orange-Chromophore untereinander an.

DNA55-57 hingegen zeigt die Absorptionsbanden, die charakteristisch sind fir
monomeres Thiazol Orange. Nur durch die vollsténdige Duplexausbildung Uber alle
Chromophore hinweg ist eine Separation der Farbstoffe mdglich und
Wechselwirkungen werden verhindert.

DNA55 zeigt eine breite Emissionsbande, ohne Feinstruktur, das Maximum liegt
jedoch in einem Bereich, der dem Monomermaximum zuzuordnen ist (Abbildung
5-45).
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Abbildung 5-45: Emissionsspektren der Haarnadeln aus DNA42 und DNA55, sowie der Duplexe
DNA55-56 und DNA55-57. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490 nm,
20 °C.

Es wird deutlich, dass es zu keiner vollstandig ausgebildeten Haarnadel kommt oder
dass ein benachbartes Thiazol-Orange-Chromophor die Dimerbildung stort.
DNA55-56 zeigt lediglich eine Fluoreszenzléschung, an der Emissionsbande mit
Maximum und Struktur andert sich nichts. DNAS55-57 zeigt eine Steigerung der
Emissionsintensitat, allerdings ist auch hier im Maximum und der Struktur kein
Unterschied im Vergleich zu DNAS5 zu beobachten. Es ist also nicht moglich, eine
Steigerung der Helligkeit der Sonde durch doppelten Einbau der TO-Dimere zu
erreichen. Es scheint, als ob hier die Chromophore sich in ihrer Wechselwirkung
untereinander beeinflussen, jedoch nicht auf additive Weise.

Die Haarnadel aus DNA58 weist zwischen beiden Thiazol-Orange-Dimeren ein
zusatzliches AT-Basenpaar auf. Es wurde versucht, dadurch einen gréBeren Abstand
zwischen den TO-Paaren zu erreichen, so dass eine Wechselwirkung und Stérung
untereinander vermieden wird. Das Absorptionsspektrum (Abbildung 5-46) zeigt
keine Unterschiede im Vergleich zu DNAS5S5. DNA58 weist ebenfalls zwei
Absorptionsmaxima bei 482 nm und 508 nm auf, durch Hybridisierung mit DNA56 ist
ein ahnlicher hypsochrome Shift zu 476 nm zu beobachten wie bei DNA55-56.
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Abbildung 5-46: Absorptionsspektren der Haarnadeln aus DNA42 und DNA5S, sowie der Duplexe
DNA58-56 und DNA58-59. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

DNA58-59 zeigt eine veranderte Absorption im Vergleich zu DNASS8, dies deutet
darauf hin, dass die Chromophore voneinander separiert sind und dadurch keine
Wechselwirkungen mehr mdoglich sind. Es ist ein Maximum bei 510 nm zu
verzeichnen, das charakteristisch flir die Monomerabsorption ist.

DNA58 zeigt im Emissionspektrum (Abbildung 5-47) ein Maximum bei 564 nm, was
auf dimere Wechselwirkungen der Chromophore hindeutet. Allerdings sind der
bathochrome Shift und die Emissionsintensitat nicht so stark ausgepragt wie bei
DNA42. Wird DNA58 mit DNA56 hybridisiert, ist eine Intensitdtsabnahme zu

verzeichnen, es ist auch kein deutliches Maximum mehr zu beobachten.
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Abbildung 5-47: Emissionsspektren der Haarnadeln aus DNA42 und DNA58, sowie der Duplexe
DNA58-56 und DNA58-59. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aex. = 490 nm,
20 °C. Foto von links nach rechts: DNA42, DNA55 und DNASS. 2.5 uM, 10 mM NaP;,
pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer herkdmmlichen UV-Lampe.

DNA58-59 zeigt eine Emissionsverschiebung zur charakteristischen
Monomeremission. Diese Resultate verdeutlichen, dass ein Basenpaar zwischen den
beiden Dimeren nicht ausreicht, um die Chromophore voneinander zu separieren. Ein
doppelter Dimereinbau in den Stamm eines Molecular Beacon scheint nicht mdglich
zu sein, da zu viele Basenpaar fir eine Separation der Chromophore bendtigt wiirden
und dadurch die Haarnadel eine zu hohe Stabilitat aufweisen wiirde und nicht mehr
gedffnet werden koénnte. Die mit einer UV-Lampe angeregten DNA-L&sungen
(Abbildung 5-47, Foto) von DNA55 und DNA58 zeigen zwar eine gelbe
Emissionsfarbe, bei einem Vergleich mit DNA42 jedoch wird deutlich, dass ein

doppelter Dimereinbau nicht die gewtlinschte Intensitatssteigerung erzielt.
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6. Thiazol Orange in RNA

RNA unterscheidet sich in drei wesentlichen Teilen von DNA:

e Sie ist aus Ribose aufgebaut, DNA hingegen aus 2"-Deoxyribose,

e Adenin paart mit Uracil, statt mit Thymin wie in DNA,

e Sie kommt in Zellen hauptsachlich als Einzelstrang vor, DNA hingegen liegt meist
als Doppelhelix vor.

Diese drei Unterschiede haben groBe Auswirkungen auf das Oligonukleotid. Durch

die zusatzliche Hydroxygruppe an der 2’-Position der Riboseeinheit wird das Molekdl

chemisch instabiler. RNA ist beteiligt bei der Weitergabe genetischer Information und

tragt entschieden zur Proteinbiosynthese bei. Da diese Informationen nicht dauerhaft

in der Zelle vorliegen diirfen, ist es sinnvoll, dass RNA zligig wieder abgebaut werden

kann, um beispielsweise Uberexpressionen von Genen zu vermeiden.

Ein weiterer Effekt der zusatzlichen Hydroxygruppe ist, dass RNA keine C2'-endo,

sondern eine C3"-endo Zuckerkonformation ausbildet (Abbildung 6-1).

AT
C3'-endo @\O/g @\O

\ ?

0
BASE
—0
) o)
0] o]
C2'-endo
HO
|
0]

& &b

DNA RNA

Abbildung 6-1: Vergleich der Zuckerkonformationen von DNA und RNA.

DNA besitzt eine C2"-endo Zuckerkonformation, weil hier die Phosphatgruppen weiter
voneinander entfernt sind, als bei einer C3’-endo Zuckerkonformation (7.0 A statt 5.9

R), wodurch diese sich weniger stark abstoBen. RNA hingegen bevorzugt den C3-end
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Zuckerkonformation, weil hier die zusatzliche Hydroxygruppe und die
C3’-Phosphatgruppe weiter voneinander entfernt sind und sich weniger abstoBen. Die
C3’-endo Zuckerkonformation der RNA ist der Grund daflir, dass RNA keine B-Helix
ausbildet, sondern eine A-Helix. Abbildung 6-2 zeigt links einen RNA-Duplex und
rechts den entsprechenden DNA-Duplex mit vergleichbarer Sequenz. Es fallt sofort
auf, dass die B-DNA deutlich gestreckter und schmaler ist als die A-RNA. Die A-Helix

wirkt gedrungener, kompakter und ist deutlich breiter.

Abbildung 6-2: Geometrisch optimierte Modelldarstellung aquivalenter RNA- (links) und DNA-
Sequenzen (rechts).

Fir die Funktionen von RNA in der Zelle ist es von entscheidender Bedeutung, dass
sie in mehrere, im Gleichgewicht befindliche Sekundarstrukturen falten kann.
Sekundarstrukturen kdnnen sich wiederum zu Tertigrstrukturen zusammenlagern,
diese konnen katalytisch aktiv sein (Ribozyme)?¢2*! oder regulierend in
Zellprozesse einzugreifen (Riboschalter).[249-2%]

Damit erweist sich RNA als geeigneter Angriffspunkt, um in die Biochemie der Zelle
einzugreifen, nicht nur, um Vorgange in Zellen verstehen zu lernen, sondern auch

um therapeutisch einzugreifen, wenn es zum Beispiel um die Expression von
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Onkogenen geht. RNA ist inzwischen einfach zu synthetisieren und kann genau wie
DNA mit organischen Chromophoren markiert werden, allerdings ist die Bandbreite
fluoreszenter Analytik noch nicht so weit entwickelt wie bei DNA.[>”) RNA wird meist
durch ,Fluoreszenz-in-situ-Hybridisierung® (FISH) %% 2591 detektiert oder durch
Molecular Beacons.!®!! Fluoreszente Basenpaare reflektieren Hybridisierung oder
Basenfehlpaarungent®®®2%21 auBerdem konnte RNA auch liber Templatreaktionent?®*!
in lebenden Zellen abgebildet werden.

Um einen Beitrag zur Weiterentwicklung fluoreszenter RNA-Analytik zu leisten und
neue Mdoglichkeiten zu erdffnen, die die duale Markierung mit Thiazol Orange
ertcffnet, wurde der Chromophor in RNA-Sequenzen eingebaut, die den Sequenzen
der in Kapitel 4 diskutierten DNA-Sequenzen entsprechen. Dadurch ist ein genauer
Vergleich zwischen Thiazol-Orange-markierter RNA und DNA mdglich und eréffnet

eventuell neue Mdglichkeiten der Fluoreszenzmarkierungen fiir RNA-Analytik.

6.1 TO-Monomer und TO-Dimer in RNA

Folgende RNA Sequenzen wurden synthetisiert:

RNA1: 3"-CAG-UCA-GUU-GAC-GUA-CG-5'

RNA2: 5’-GUC-AGU-CAA-CUG-CAU-GC-3’

Dieser Duplex dient als Referenzduplex fiir Schmelztemperature und flir CD-
Messungen.

RNA3: 3’-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’

RNA2: 5-GUC-AGU--C-AA-CUG-CAU-GC-3’

Dieser Duplex enthdlt das Thiazol Orange als Monomer und weist die gleiche

Sequenz auf wie DNA3-2.

RNA3: 3’-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’

RNA4: 5’-GUC-AGU-UTOA-CUG-CAU-GC-3’

Dieser Duplex enthdlt das Thiazol Orange als Dimer und weist die gleiche Sequenz
auf wie DNA3-4.

RNA4: 5’-GUC-AGU-UTOA-CUG-CAU-GC-3’
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RNA1: 3’-CAG-UCA-G-U-U-GAC-GUA-CG-5’

In Abbildung 6-3 sind die Absorptionsspektren der vergleichbaren RNA- und
DNA-Sequenzen aufgetragen. RNA3 zeigt ein Maximum bei 510 nm und eine Schulter
bei 490 nm, dies entspricht der charakteristischen Absorption von monomerem
Thiazol Orange. RNA4 hingegen zeigt die charakteristischen Absorptionsbanden des
Thiazol-Orange-Dimers. Dies liegt vermutlich daran, dass die Einzelstréange in kurzen
Teilsequenzen selbstkomplementar sind und hybridisiert vorliegen, so dass beide

Thiazol-Orange-Chromophore miteinander wechselwirken kénnen.
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Abbildung 6-3: Absorptionsspektren von RNA3, RNA4, RNA3-2 und RNA3-4 (links), sowie DNA3,
DNA4, DNA3-2 und DNA3-4 (rechts). 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NacCl, 20
°C.

Dies konnte durch Hybridisierungsexperimente nachgewiesen werden (siehe
Abbildung 6-4). Wird der Einzelstrang RNA4 auf 90 °C erwarmt und langsam auf
Raumtemperatur abgekuhlt, bildet sich ein kurzer teilkomplementarer Duplex, der
zwei Thiazol-Orange-Chromophore in rdumliche Nahe zueinander bringt. Es bildet
sich ein Thiazol-Orange-Dimer, der die entsprechenden typischen optischen
Eigenschaften bei 20 °C zeigt. Wird die Absorption dieses Duplexes bei 70 °C
gemessen, zeigen sich die typischen optischen Eigenschaften des Thiazol-Orange-
Monomers, da die Oligonukleotide bei hohen Temperaturen wieder dehybridisiert

vorliegen und dadurch die Chromophore separiert werden.
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Abbildung 6-4: Hybridisierungsexperimente mit RNA4 bei unterschiedlichen Temperaturen.

Im  Absorptionsspektrum  (Abbildung 6-3) zeigt RNA3-2 die typischen
Absorptionsbanden des Thiazol-Orange-Monomers. Die leichten Unterschiede in der
Intensitdt im Vergleich zu den Absorptionsspektren der DNA-Sequenzen, lassen sich
durch die Sensibilitit des Chromophors auf seine Basenumgebung erkldren.[?*3! Das
Absorptionsspektrum von RNA3-4 zeigt die erwarteten Banden von dimerem Thiazol
Orange mit einem Maximum bei 490 nm und einer deutlich ausgepragten Schulter
bei 510 nm. Diese Schulter ist starker ausgepragt im Vergleich zu den
DNA-Sequenzen. Insgesamt lasst sich allerdings feststellen, dass die UV/VIS-
Charakterisierung der synthetisieten RNA Sequenzen kaum Unterschiede im
Vergleich zu den DNA-Sequenzen aufweisen.

Die Emissionen der RNA-Sequenzen hingegen weisen deutlichere Unterschiede im
Vergleich zu den DNA-Sequenzen auf. RNA3 zeigt Monomeremission mit einem
Maximum bei 490 nm, RNA4 hingegen weist die charakteristischen
Dimeremissionsbande auf. Beide Einzelstrangemissionen sind deutlich geringer in der
Intensitat als die Duplexemissionen. RNA3-2 und RNA3-4 zeigen die erwarteten
Emissionsbanden in  dhnlicher starker Intensitat, allerdings ist die
Fluoreszenzintensitat deutlich geringer als die der DNA-Sequenzen. Bei sorgfaltigem
Vergleich der Emissionsmaxima wird deutlich, dass die bathochrome Verschiebung
des Emissionsmaximums vom Monomer zum Dimer der RNA-Sequenzen nicht so
groB ist wie bei den DNA-Sequenzen. RNA3-4 besitzt ein Maximum von 574 nm,

DNA3-4 zeigt ein Maximum bei 588 nm.
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Abbildung 6-5: Emissionsspektren von RNA3, RNA4, RNA3-2 und RNA3-4 (links), sowie DNA3, DNA4,
DNA3-2 und DNA3-4 (rechts). 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM Nadl,
hexe = 490 nm, 20 °C. Foto von links nach rechts: DNA3-2, DNA3-4, RNA3-2 und
RNA3-4. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C, angeregt mit einer
herkdmmlichen UV-Lampe.

Dieser Unterschied ist mit bloBem Auge zu erkennen. Die mit einer einfachen
UV-Lampe angeregten RNA-L6sungen zeigen die griine Emissionsfarbe des Thiazol-
Orange-Monomers bei RNA3-2, jedoch eine gelbe
Fluoreszenz bei Duplex RNA3-4, der das Thiazol-Orange-
Dimer enthdlt. DNA3-2 zeigt die typische grliine Monomer
Emissionsfarbe, sowie die orangefarbene Fluoreszenz bei
DNA3-4.

Das geometrisch optimierte Modell von Duplex RNA3-4
(Abbildung 6-6) zeigt die weite und flache kleine Furche der
A-Helix. Die Thiazol-Orange-Chromophore lagern sich
antiparallel zueinander an, sie stehen sich jedoch nicht
~genau gegeniber®. Dies kénnte der Grund sein, warum die
Emissionsverschiebung nur bis 574 nm geht und nicht bis
585 nm, wie es bei den DNA-Sequenzen zu beobachten
war. Auf der Basis des Modells ist anzunehmen, dass fur die

typischen optischen Eigenschaften des TO-Dimers, eine

Fixierung der beiden Chromophore durch die kleine Furche

Abbildung 6-6:

erforderlich ist, wie es bei einer DNA B-Helix der Fall ist. Die Geometrisch optimierte
. . . ) ) ] Modelldarstellung von
A-Helix der RNA scheint dies nur zu einem kleinen Teil zu RNA3-4.
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gewahrleisten.

Die Destabilisierung der RNA-Duplexe durch ein monomeres Thiazol Orange ist mit
7.7 °C relativ groB, die Schmelztemperatur des unmodifizierten Duplexes betragt
75.9 ©°C. Die Inkorporation eines zweiten Thiazol-Orange-Chromophors fiihrt
hingegen nicht zu einer weiteren Destabilisierung des Duplexes. Offensichtlich kann

durch die m-m-Wechselwirkungen der Chromophore untereinander, die durch den

eingesetzten Linker verlorene thermische Stabilitat wiedergewonnen werden. Daher
kann das Thiazol-Orange-Dimer als hydrophobes, diagonal interagierendes
artifizielles Basenpaar betrachtet werden. Das Konzept der dualen Markierung von
DNA-Duplexen mit Thiazol Orange lasst sich demnach auf RNA (bertragen. Die
Quantenausbeuten von bis zu 22 % mit einer Stokes-Verschiebung von ungeféahr 100
nm machen dieses Fluoreszenzlabel zu einem interessanten Kandidaten fir RNA-

Analytik und flir weitere Imaging-Experimente, wie im nachsten Kapitel beschrieben.

Tabelle 6-1: Charakteristische Daten der Duplexe RNA3-2 und RNA3-4. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP,,
pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 490 nm, 20 °C.

RNA FImax/nm [ RFI (F1533nm/F1585nm) Tmloc [260 nm] Tm/°C [508 nm]

RNA3-2 531 0.22 2.22 68.2 -
RNA3-4 573 0.18 0.59 67.0 67.0

6.2 Cell Imaging

Die Bioanalytik von Zellen, die Visualisierung von Nukleinsauren und deren Verteilung
in lebenden Zellen, setzt die Markierung von Oligonukleotiden mit Fluorophoren, die
kovalent an bestimmten Positionen innerhalb der Sequenz gebunden werden, voraus.
Durch  unerwlinschte  Fluoreszenzléschungen, die  beispielsweise  durch
Ladungstransfers oder durch Artefakte in der Emissionsanregung entstehen kénnen,
kann es zu falschen Messsignalen und damit zu verfdlschten Ergebnissen kommen.
Durch duale Fluoreszenzmarkierung kénnen solche Probleme umgangen werden, da
sich bei der Erkennung eines Zielstranges die Wellenlange des Fluoreszenzmaximums
andert und damit die Farbe der Emission. Hier zeigen sich die Vorteile des Thiazol-

Orange-Chromophors: Beide Emissionsmaxima sind mit bloBem Auge voneinander
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unterscheidbar, das Monomer erscheint griin (533 nm), wohingegen das Dimer eine
orangefarbene Emission aufweist (585 nm). AuBerdem besitzt Thiazol Orange im
angeregten Zustand ein Redoxpotential, das es unmoéglich macht, eine der
natlrlichen Nukleobasen zu oxidieren oder zu reduzieren. Da das Thiazol-Orange-
Dimer-Konzept von DNA auf RNA (bertragbar ist (siehe Kapitel 6.1) und eine
Anwendung im zellbiologischen Bereich sinnvoll erscheint, wurden folgende RNA-
Duplexe in CHO-K1-Zellen mikroinjiziert, um zu sehen, ob die Unterscheidung beider
Fluoreszenzmaxima und damit der Emissionsfarben unter dem Fluoreszenzmikroskop

moglich ist:

RNA3: 3’-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’
RNA4: 5"-GUC-AGU-UTOA-CUG-CAU-GC-3'

RNA3: 3’-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’
RNA2: 5-GUC-AGU--C-AA-CUG-CAU-GC-3'

Abbildung 6-7 zeigt Zellen, die mit RNA3-4 (oben) bzw. mit RNA3-2 (unten)
mikroinjiziert worden sind. Die Fluoreszenz der
markierten RNA in den Zellen wurde jeweils von 500
nm bis 550 nm (grtiner Kanal) und von 570 nm bis
640 nm (gelber Kanal) aufgenommen. Es ist sehr
schdon zu sehen, dass die Zellen, die mit RNA3-4
injiziert worden sind (oben), eine intensive gelbe
Emissionsfarbe aufweisen. Ebenso zeigen die Zellen,

die mit RNA3-2 injiziert wurden, eine intensive griine

Farbe. Dass jeweils beide Fluoreszenzfarben zu sehen

Abbildung 6-7: RNA3-4 (obere
Reihe), RNA3-2 (untere Reihe).

sind, liegt daran, dass die Fluoreszenz des Dimers die
Fluoreszenz des Monomers teilweise Uberlagert und
umgekehrt. Es existieren also beide Farben in beiden Erscheinungsformen des
Chromophors, nur ist jeweils eine Farbe starker ausgepragt. Die Verhaltnisse der
Fluoreszenzintensitaten bei 533 nm und 585 nm betragen in den Zellen 0.8 fir
RNA3-4 und 2.4 flir RNA3-2. Dies entspricht ungefdhr den Werten, die fir die RNA-

Ldsungen errechnet wurden (siehe Tabelle 6-1).
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Um die beiden Emissionsmaxima weiter voneinander zu separieren, wurde in der
Arbeitsgruppe Wagenknecht die Methinbrlicke des Thiazol Oranges um zwei weitere
Kohlenstoffe verlangert (siehe Abbildung 6-8).

N
DNA DNA
s =z e $ Z
® @
2 N i i (K E N i i TS
DNA DNA

Abbildung 6-8: Thiazol Orange TO (links), Thiazol-Orange-Derivat TO3 (rechts).

Tatsachlich verschiebt sich das Maximum der Emission des Monomers von 530 nm
um ca. 130 nm auf 660 nm.[?*!) Eine diagonale Anordnung zweier TO3-Chromophore
fihrte jedoch nicht zu einer Dimerbildung mit entsprechend veranderten optischen

Eigenschaften, wie es mit den TO-Chromophoren der Fall war.

DNAG60: 3’-CAG-TCA-TO3TT-GAC-GTA-CG-5’
DNA4: 5-GTC-AGT--T-TOA-CTG-CAT-GC-3'

DNA60 wurde von Carolin Holzhauser synthetisiert und zur Verfiigung gestellt.!?'!!

Die Kombination von TO3 und TO (DNA60-4) resultiert in einem FRET von TO auf
TO3, der zu einer Emissionsmaximumsverschiebung von 530 nm zu 668 nm flihrt
(Abbildung 6-9). TO wurde bereits von anderen Arbeitsgruppen als FRET-Donor

verwendet, 148 157]
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Abbildung 6-9: Emissionsspektrum von DNA4 und DNA60-4. 2.5 uM, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM
NaCl, 20 °C, angeregt bei 490 nm.

Abbildung 6-10: obere Reihe:
RNA3-4, untere Reihe: RNA3-2.

Werden diese DNA-Sequenzen in CHO-K1 Zellen
mikroinjiziert, kann man auch hier den
Farbunterschied mit bloBem Auge erkennen. Die
Fluoreszenz der markierten DNA in den Zellen wurde
jeweils von 530 nm bis 600 nm (griner Kanal) und
<650 nm (roter Kanal) aufgenommen. Die Zellen, die
mit dem FRET-Duplex mikroinjiziert wurden, zeigen
eine intensive rote Farbe (Abbildung 6-10, oben),
wohingegen die Zellen, die mit Einzelstrang DNA4

mikroinjiziert wurden, eine griine Emissionsfarbe

aufweisen (Abbildung 6-10, unten). Die Verhdltnisse der Fluoreszenzintensitaten
Rer = FI(531 nm) / FI(668 nm) betragen fiir DNA60-4 0.5, sowie flir DNA4 2.9. Beide

Emissionsmaxima sind voneinander separiert, was die Detektion der Dehybridisierung

von Interferenz-RNA erleichtern wird. Dies stellt eine vielversprechende Mdéglichkeit

zur Entwicklung neuer RNA-Fluoreszenzmarker fiir die zellbiologische Analytik dar.
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6.3 Gene Silencing

Als Gene Silencing (Gen-Stilllegung) wird der Vorgang bezeichnet, bei dem die
Genexpression aktiv abgeschaltet wird. Dabei kann sogenannte siRNA (small
interfering RNA) zum Einsatz kommen. siRNA wird aus einem 21-28 Basenpaare
langem RNA-Duplex mittels des Dicers (Helikase) herausgeschnitten!?®*, kann aber
auch synthetisch hergestellt werden (Abbildung 6-11). Diese kurze, synthetisierte
SiRNA wird mit sogenannten Transfektionsreagenzien in Zellen eingeschleust. Dort
wird sie von einem Protein-Komplex gebunden, dem RNA-induced silencing complex
(RISC), der dadurch in der Lage ist, an die Ziel-mRNA zu binden, die komplementar
zur siRNA-Sequenz ist. So kommen mRNA und die RNA-Helikase und Nuclease in
raumliche Nahe, die mRNA wird entwunden und abgebaut. Sie steht der
Genexpression nun nicht mehr zur Verfligung, das zugehoérige Gen ist damit
ausgeschaltet. Mit siRNA kann so auch Fremd-RNA abgebaut werden, beispielsweise

von Viren.

dsRnA LTI T TTTTT]

l O dicer

SiRNA

T — %_ Komplexbildung des
Degradierung des — »antisense'-Stranges mit RISC
~Ssense'-Stranges l

MRNA HEEEEEEEEEEEEE

|

[ 111 [ 1111 [ 11111 mRNA-Degradierung

Abbildung 6-11: Schematische Darstellung des Gene Silencing Prozesses mit siRNA.
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Es wurden folgende RNA-Oligonukleotide synthetisiert, die die unmodifizierte
Antisense-Sequenz tragen, mit der die Genexpression des EGFP (Enhanced Green

Fluorescent Protein) herabreguliert werden kann:

RNA5: 3’-UAC-UUTO-AAG-UCC-CAG-UCG-AAC-G-5’
RNAG6: 5"-G-AA-C--UUC-AGG-GUC-AGC-UUG-CCG-3'

RNA7: 3-UAC-UUG-AAG-UCTO-CAG-UCG-AAC-G-5’
RNAG6: 5"-G-AAC-UUC-AG-G--GUC-AGC-UUG-CCG-3'

RNA7: 3-UAC-UUG-AAG-UCTO-CAG-UCG-AAC-G-5’
RNAS: 5"-G-AAC-UUC-ATOG-GUC-AGC-UUG-CCG-3'

Es wurden Thiazol-Orange-Chromophore in die Sequenzen eingebaut, die im Duplex
entweder in monomerer oder dimerer Form vorliegen. Erste Tests sollten zeigen, ob
das Thiazol Orange im Silencing-Prozess als Monomer oder Dimer toleriert wird und
die Exprimierung des EGFP in CHO-K1/EGFP Zellen trotz des groBen Chromophors
innerhalb der Sequenz still gelegt werden kann. Die RNA-Duplexe wurden mit
Lipofectamin™ 2000 inkubiert und anschlieBend auf die Zellen gegeben. Es fand eine
Aufnahme der Oligonukleotide in die Zellen statt und es konnte mit RNA5-6 und
RNA7-6 die Expression des EGFP tatsdachlich auf weniger als 20 % reduziert werden
(Abbildung 6-12). Nicht Uberraschend jedoch ist, dass eine duale Markierung der
Duplexe mit zwei Thiazol-Orange-Chromophoren nicht mehr toleriert wird, das EGFP

wurde weiterhin mit knapp 90 % exprimiert.
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Abbildung 6-12: Gene Sifencing des EGFP in CHO-K1/EGFP Zellen nach der Inkubation der Zellen mit
RNA5-6, RNA7-6 und RNA7-8. Die RNA wurde mit Transfektionsreagenz
Lipofectamin™ 2000 in einer Konzentration von 100 nM in Kulturmedium
eingeschleust.

Die Toleranz eines so groBen Chromophors im Sense-Strang ist jedoch beachtlich
und zeigt vielfdltige Perspektiven auf, wie zum Beispiel die Markierung eines
Duplexes mit dem Dimer auBerhalb der Silencing-Sequenz. In Kombination des TO
mit TO3 ware auch hier eine deutlichere Unterscheidung zwischen Einzel- und
Doppelstrang mdglich und wirde zu einer grdBeren Bandbreite fluoreszenter

RNA-Analytik in lebenden Zellen beitragen.

Es konnte gezeigt werden, dass der Einbau von Thiazol Orange in RNA relativ einfach
ist und dass der Chromophor sowohl als Monomer als auch als Dimer trotz der
veranderten RNA-Helix nahezu dieselben optischen Eigenschaften zeigt wie in DNA.
Das Konzept des dimeren Thiazol Oranges lasst sich von DNA auf RNA (bertragen
und erweitert dadurch das Spektrum fluoreszenter RNA-Analytik. So konnte der
Farbunterschied nicht nur in RNA-Ldsung gezeigt werden, sondern auch in Zellen
unter dem Fluoreszenzmikroskop. Die Herabregulierung des flir EGFP codierenden
Genabschnittes in CHO-K1/EGFP-Zellen war mdglich, allerdings nur in Anwesenheit
des Thiazol-Orange-Monomers. Damit erweist sich Thiazol Orange als fluoreszente
Sonde sowohl in DNA als auch in RNA, in dimerer oder monomerer Form, als
universell einsetzbar und fiur analytische Zwecke auBerst interessant. Es lasst sich
sogar flir Untersuchungen innerhalb von Zellen einsetzen und erweitert damit die

Bandbreite fluoreszenter biochemischer und zellularer Analysemethoden.
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7. Zusammenfassung

Der asymmetrische Cyaninfarbstoff Thiazol Orange konnte (ber das azyklische
Linkersystem (5)-3-Amino-1,2-propandiol als Basensurrogat in DNA eingebaut
werden. Bei Duplexen, die den Chromophor als Monomer bergen, ist eine griine
Fluoreszenzfarbe mit einem Maximum bei 530 nm und der TO-typischen Feinstruktur
zu beobachten. Wird das Thiazol Orange als diagonales Basenpaar in DNA eingebaut,
andern sich die optischen Eigenschaften drastisch. Im Absorptionsspektrum sind
excitonische, hypsochrom verschobene Banden zu sehen, wie sie typischerweise bei
H-Aggregaten zu beobachten sind. Die excitonischen Wechselwirkungen fiihren auch
im CD-Spektrum zu einem deutlichen Signal bei 510 nm. Im Emissionspektrum ist
jedoch keine Fluoreszenzléschung zu sehen, wie es flir H-Aggregate zu erwarten
gewesen ware, sondern es ist eine bathochrom verschobene, strukturlose
Emissionsbande zu beobachten, die mit einem Maximum bei 585 nm eine
orangefarbene Emission aufweist. Dieses Phanomen ist nach sorgféltiger
Literaturrecherche seither unbekannt. Es konnte eine deutliche Stabilisierung des
Duplexes durch das TO-Dimer beobachtet werden, so wie eine langere
Fluoreszenzlebenszeit im Vergleich zum TO-Monomer. Durch thermische
Dehybridisierungsstudien konnte gezeigt werden, dass fir die Dimerbildung ein
rigides Gerilist notwendig ist, wie es durch die DNA-Doppelhelix gewahrleistet wird.
Die sorgfaltige Evaluation der Sensitivitat des TO-Dimers auf unterschiedliche
Nachbar- und Gegenbasen hat gezeigt, dass das Dimer universell in Oligonukleotide
einsetzbar ist. Es wurden kleine, zu vernachlassigende Intensitatsunterschiede in
Abhangigkeit der Nachbar- und Gegenbasen festgestellt, es ist jedoch in allen Fallen
eine dimere Emissionsbande bei 585 nm festzustellen.

Im Gegensatz dazu konnte beim Einbau der beiden Chromophore in denselben
DNA-Strang nur eine Emissionsloschung festgestellt werden. Bei antiparalleler
Anordnung der Chromophore, im Gegensatz zur parallelen Anordnung, ist ein
Maximum bei ungefahr 560 nm zu beobachten, das flir eine schwache, gelbe
Emissionsfarbe der DNA-LGsungen sorgt. Die schwachen Intensitaten der CD-Signale

deuten darauf hin, dass es bei einer (anti-)parallelen Anordnung der Chromophore
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im selben DNA-Strang zu keiner Verdrehung der Ubergangsdipolmomente der
Farbstoffe kommt. Dadurch ist der Ubergang in den eigentlich verbotenen,
niedrigeren Exciton-Zustand nicht mdglich und die Fluoreszenz der Chromophore
wird geldscht.

Durch die zeitaufgelésten, transienten Absorptionsmessungen der Arbeitsgruppe
Fiebig konnte gezeigt werden, dass das TO-Dimer bereits aggregiert vorliegt, wenn
es durch den pump-Puls angeregt wird. Dadurch ist bewiesen, dass es sich beim
Thiazol-Orange-Dimer nicht um Excimere handelt. Unterstitzt durch die
charakteristischen Absorptions-, Emissions- und CD-Spektren und den Resultaten von
Wiirthner und Wortmann 20061*°%, liegt die Vermutung nahe, dass es sich bei den
Thiazol-Orange-Dimeren um fluoreszente H-Aggregate handelt. In der Literatur sind
seither nur H-Aggregate bekannt, die keine Emission aufweisen und wenn doch,
dann nur unter speziellen Bedingungen, wie zum Beispiel der Einbettung in
Langmuir-Blodgett-Schichten oder in gefrorenen Ldsungen. Fluoreszente
H-Aggregate in DNA sind unseres Wissens nach unbekannt, Thiazol Orange ist
hierflr ein einzigartiges Beispiel.

Um die typischen optischen Eigenschaften des TO-Dimers im Vergleich zum TO-
Monomer fiir analytische Zwecke auszunutzen, wurden beide Chromophore in den
Stamm einer Haarnadel eingebaut. In geschlossenem Zustand aggregieren die
Farbstoffe, wodurch die Haarnadel eine orangefarbene Emission aufweist, wie sie fir
das TO-Dimer typisch ist. Wahrend der Titration mit dem komplementaren
Gegenstrang andert sich die Emissionsfarbe Uber gelb nach griin. Durch die Zugabe
des komplementdren Zielstranges 6ffnet sich die Haarnadel und beide Chromophore
werden voneinander separiert, es zeigen sich dadurch die optischen Eigenschaften
des TO-Monomers. Dieser Vorgang lasst sich mit bloBem Auge verfolgen. Werden
Gegenstrange zur Haarnadel zugegeben, mit denen es zu einer Basenfehlpaarung im
entstehenden Duplex kommen wirde, Offnet sich die Haarnadel nicht. Die
Emissionsfarbe der DNA-L6sungen wird ein wenig heller und erscheint gelb, ist aber
deutlich von der griinen Farbe der gedffneten Haarnadel zu unterscheiden. Es konnte
im Rahmen dieser Arbeit gezeigt werden, dass mit dem Thiazol-Orange-Dimer eine
SNP-Detektion mdglich ist, die ohne aufwandige Gerdte durchgefihrt werden kann.
Es kann schlicht anhand der Emissionsfarbe der DNA-L&sungen erkannt werden, ob

eine Basenfehlpaarung vorliegt oder nicht.
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Die ausfiihrliche Evaluation der Stammlange der mit Thiazol Orange modifizierten
Haarnadeln hat gezeigt, dass mindestens eine Ldange von acht Basenpaaren
notwendig ist, um das TO-Dimer mit der Molecular-Beacon-Technik analytisch nutzen
zu konnen.

Das Konzept der dualen Markierung von DNA mit Thiazol Orange lasst sich auf RNA
Ubertragen. Das TO-Dimer zeigt im Gegensatz zum TO-Monomer auch in einem
RNA-Duplex deutlich veranderte optische Eigenschaften, wie sie in DNA beobachtet
werden konnte. Es sind kleine, jedoch zu vernachldssigende Unterschiede
festzustellen, die vermutlich aus der unterschiedlichen Struktur der A-RNA-Helix im
Vergleich zu einer B-DNA-Helix resultieren. Werden mit Thiazol Orange modifizierten
RNA-Duplexe in CHO-K1-Zellen mikroinjiziert, ist eine Unterscheidung der
monomeren und dimeren Emission unter dem Fluoreszenzmikroskop mdglich. Es
konnte eine Stilllegung des flir EGFP codierenden Gens in CHO-K1/EGFP-Zellen mit
SiRNA erreicht werden, die mit monomerem Thiazol Orange markiert war. Trotz der
GroéBe des Chromophors konnte eine reduzierte Expression des EGFPs auf knapp 20
% erreicht werden. Durch die duale Markierung von RNA mit Thiazol Orange wird die
fluoreszente Bandbreite der Zellanalytik erweitert und eréffnet neue Perspektiven in

der Grundlagenforschung.
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8. Klick-Chemie

8.1 Einfiihrung in die Klick-Chemie

Klick-Chemie beschreibt die Mdglichkeit, Molekile schnell und zielgerichtet aus
kleineren Einheiten zu synthetisieren. Klick-Reaktionent®®®! zeichnen sich dabei aus
durch:

¢ vielfaltige und breite Anwendungsmaglichkeiten,

e hohe Ausbeuten,

e unbedenkliche und nicht stérende Nebenprodukte,

e oft hohe Spezifitat,

¢ einfache Reaktionsbedingungen,

¢ |eicht verfligbare und kostengiinstige Reagenzien,

e LAsungsmittel, die eine einfache Produktisolierung ermdglichen (vorzugsweise

Wasser).

Als Klick-Reaktionen kommen folgende Reaktionstypen in Frage:

¢ Cycloadditionsreaktionen, Diels-Alder-Reaktionen,

¢ Nucleophile Substitutionen, insbesondere mit kleinen gespannten Ringen
(Epoxiden, Aziridinen),

¢ Bildung von Carbamiden und Amiden, nicht jedoch Aldolreaktionen aufgrund der
zu geringen Bildungsenthalpie,

e Additionsreaktionen an Kohlenstoff-Kohlenstoff-Doppelbindungen, wie

beispielsweise Epoxidierungsreaktionen.

In den letzten Jahren hat sich die Huisgen-Meldal-Sharpless Klick-Reaktion als eine
der Wichtigsten in diesem Feld entwickelt.[*®® 2} Hujsgen beschrieb als erster die
[2+3]-Cycloaddition zwischen Acetylenen und Aziden zu 1,2,3-Triazolen.?®®! Die
Anwendung dieser Reaktion stieg erheblich an, nachdem Me/dal*®**! and
Sharpless?’® publizierten, dass die Zugabe von Cu(I) zu einer signifikanten Erhéhung
der Reaktionsrate und der Regioselektivitat fihrt. In Abbildung 8-1 ist der von

Sharpless postulierte Reaktionszyklus der Additionsreaktion zu sehen .27
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Abbildung 8-1: Reaktionszyklus der Klick-Reaktion, wie er von Sharpless et al. 2002 postuliert
wurde.?”!

Die fluoreszente Bioanalytik setzt die synthetische Inkorporation von Fluorophoren in

8, 87, 88, 91, 27227%] vyjiele unterschiedliche organische

Oligonukleotide voraus.!>*
Chromophore wurden bereits Uber die standardisierte Phosphoramiditstrategie und
automatisierter Oligonukleotidsynthese in DNA eingebaut, viele sind kommerziell
erhaltlich. Es ist jedoch nicht jeder Chromophor chemisch stabil unter den sauren,
basischen und oxidativen Reaktionsbedingungen der Nukleinsauresynthese.
Sogenannte postsynthetische Modifikationen kénnen es trotzdem ermdglichen, solche
Chromophore fiir die Oligonukleotidanalytik nutzbar zu machen. Dabei werden
bereits synthetisierte Oligonukleotide, die eine spezielle bioorthogonale funktionelle
Gruppel?’® besitzen, selektiv mit dem entsprechenden Chromophor verkniipft, der
ebenfalls eine bioorthogonale funktionelle Gruppe besitzen muss. Bioorthogonalitat
bedeutet dabei, dass die funktionellen Gruppen nicht auch Bestandteil des
Oligonukleotids sind, da sonst keine selektive Markierung mdglich ist. Im Fall von
Nukleinsauren dirfen die Chromophore keine freien Hydroxygruppen oder
Aminfunktionen aufweisen.?””!

Die kupferkatalysierte Acetylen Azid Cycloaddition (CuAAC), wie sie von Huisgen und
Sharpless entwickelt wurde, hat als Bioligationsmethode im Laufe der letzten Jahre

enorm an Bedeutung gewonnen. So wurde diese nicht nur an DNA[7828
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durchgefiihrt, sondern auch an Nanopartikeln?*® 211 peptiden!?®>2* proteinen(®®*
2%] Polysacchariden®”! und sogar an Viren?®® und zellen.***!

Zur Modifizierung von Oligonukleotiden mittels der CuAAC konnte bisher nur das
Acetylen in den Einzelstrang eingebaut werden (Abbildung 8-2), da das Azid wahrend
der automatisierten Festphasensynthese durch die Phosphor-(III)-amidite leicht
reduziert werden kann und dann nicht mehr flr die Klick-Reaktion zur Verfligung
steht.
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Abbildung 8-2: Einige Beispiele fiir acetylenmodifizierte Oligonukleotidbausteine, glykosidisch (oben),
azyklisch (unten).

Wagenknecht et al. konnten eine neue Strategie zur /n-situ Erzeugung des Azids
entwickeln, bei der eine Iodspezies mittels Phosphoramiditstrategie in das
Oligonukleotid eingebaut wird®% und anschlieBend durch die Zugabe von ionischem
Azid substituiert wird.

Bei der Verwendung von Cu(I)-Verbindungen im Zusammenhang mit Sauerstoff und
Nukleinsduren kann es zu Strangbriichen®® 3°2 kommen, durch Cu(I)-Stabilisatoren
wie TBTA 11 kann dies jedoch verhindert werden.* Seither war es See/d?’8 282 283,
288, 3043091 Carre/f?86 287, 3103171 ynd Wagenknecht?® 2" méglich, die CuAAC zu
nutzen, um verschiedene Chromophore in DNA einzubauen. So konnten bis zu sechs

(3101 sowie drei Modifikation sukzessive in ein

Modifikationen gleichzeitig
Oligonukleotid eingebaut werden.!% Zudem gelang die Entwicklung kupferfreier

Klick-Ligationen durch den Einsatz gespannter Ringsysteme. 31832
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8.2 Aufgabenstellung

Aufgabe war es, einen azyklischen Linker zu entwickeln, mit dem es mdglich ist,
schnell und einfach postsynthetisch Chromophore an Oligonukleotide anzukniipfen,
um dadurch die zeitaufwendigen und teuren Phosphoramiditsynthesen der jeweilige
Fluorophorderivate zu umgehen. Die Klick-Chemie stellte durch ihre bioorthogonalen
funktionellen Gruppen, schnelle, einfache und unkomplizierte postsynthetische
Ligationen in Aussicht. Nach Entwicklung einer mdglichst einfachen Synthese eines
mit einem Acetylen modifizierten Linkers, sollte dessen Chiralitat variiert (Abbildung
8-3) und dessen Einfluss auf die optischen Eigenschaften von Chromophoren
untersucht werden. Um ein optimales Anbindungssystem flir Chromophore an DNA
zu finden, sollte das azyklische Klick-Linkersystem mit einer glykosidischen
Ankniapfungsart verglichen werden. Dazu wurde ein Uridin an der 2'-Position mit
einem Acetylen modifiziert. Als Fluorophor wurde Nilblau gewahlt, da es beispielhaft
fur basenlabile Chromophore steht, die standardmdBig nicht via automatisierte
Phosphoramiditstrategie in Oligonukleotide eingebaut werden koénnen. Nilblau wird
bei der stark basischen Aufarbeitung der DNA-Sequenzen hydrolysiert. Der
Fluorophor interkaliert sehr gut in Duplexe und sein Redoxpotential reicht aus,
Guanin zu oxidieren. Daraus resultiert eine Fluoreszenzlschung des Nilblau, sobald
ein Guanin in unmittelbarer Nahe des Chromophors positioniert ist. Dies stellt eine
sehr sensitive Methode dar, mit dem die Interkalationsfahigkeit des Nilblau in
Abhangigkeit der Chiralitat des Linkers, untersucht werden kann. Die Nilblau-Azide
wurden freundlicher Weise von der Arbeitsgruppe Wolfbeis synthetisiert und zur

Verfiigung gestellt.

O)j\H/\E/\ODMT /\O)]\H/HO/\ODMT N3/\/\H 0 \f?/
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Abbildung 8-3: Zielmolekile (R)-Klick-Linker, (S)-Klick-Linker und Nilblau-Azid (v.l.n.r).
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8.3 Klick-Linker

Die Wagenknecht-Forschungsgruppe verwendet zum Einbau von Chromophoren in
DNA standardmaBig das azyklische Linkersystem (5)-3-Amino-1,2-propandiol, das
den Riboseteil zwischen den Phosphordiestern des Zucker-Phosphat-Rickgrats
ersetzt, (119 124 134, 205209, 2121 padyrch erreicht man eine hdhere chemische Stabilitat
und ausreichend konformationelle Flexibilitat flir den Chromophor, in den Duplex zu
interkalieren. Ahnliche Propandiolderivate werden auch von anderen Arbeitskreisen

verwendet,[326-333]

8.3.1. (R)- vs. (5)-Klick-Linker

Der groBte Unterschied des 3-Amino-1,2-propandiol-Linkers (neben dem Fakt, dass
er azyklisch ist), ist die Anzahl der Kohlenstoffatome zwischen den Phosphatbriicken
(Abbildung 8-4), die bei der Ribose drei und beim azyklischen Linker nur zwei

betrdgt. Es konnte gezeigt werden***

, dass die Anknipfung des Ethidium-
Farbstoffes an einen D-Threoninol-Linker keine Anderungen an den optischen
Eigenschaften im Vergleich zur Anknipfung durch den 3-Amino-1,2-propandiol-Linker

verursacht (Abbildung 8-4).

Abbildung 8-4: Chiralitat des C3’ des natirlichen 2"-Deoxyribofuranosids (links) im Vergleich zum D-
Threoninol-Linker (Mitte links), so wie dem (S)-3-Amino-1,2-propandiol-Linkers
(Mitte, rechts) und dem (R)-3-Amino-1,2-propandiol-Linkers (rechts). Anzahl der
Kohlenstoffatome zwischen den Phosphordiesterbriicken in rot.

Ausflihrliche Untersuchungen mit den Threoninol-Linkern haben gezeigt, dass die
Chiralitat des Linkers Einfluss haben kann auf die Interkalation des angekoppelten
Chromophors!®3 3381 auf Oligonukleotidfunktionen®*”! und die Duplexbildung.!>*®!
Komivama et al. wiesen unterschiedliche Chromophor-Interkalationsmodi in

Abhéngigkeit eines D- bzw. L-Threoninol-Linkers nach.**®! Daher war es wichtig, zu
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untersuchen, ob die unterschiedliche Chiralitdt des 3-Amino-1,2-propandiol-Linkers
ebenfalls zu veranderten optischen Eigenschaften von Chromophoren fiihren wiirde.
Der bisher standardmaBig genutzt Linker 3 kann relativ einfach zum Klick-Linker
weiterentwickelt werden, indem man uber eine Carbamatfunktion das Amin von 3
mit der Hydroxygruppe eines Propargylalkohols zu 9 koppelt. Abbildung 8-5 und
Abbildung 8-6 geben den Syntheseweg der beiden Klick-Linker wieder.

1.
H,N OH 2)
2 /\(A)HA FsC ”X\OH
k
(3) Q (2)
N oDMT & F3C)kN/Y\ODMT
OH 'Y
d)
0 e) 0
/\O H/Y\ODMT /\O)l\”/Y\ODMT
OH 0 ;
(9) (10) Z/N Pr2
NeT

Abbildung 8-5: Syntheseschema zur Darstellung des (S)-Klick-Linkers.
a) Trifluoressigsaureethylester, iber Nacht, RT, 91 %.
b) DMT-CI, 12 h, RT, 87 %.
c) NHs, liber Nacht, RT, 95 %.
d) 2-Propin-1-ol, 1,1"-Carbonyldiimidazol, DMF, RT, 27 h, 44 %.
e) 2-Cyanoethyl-N, A+di/sopropylchlorophosphoramidit, EtN('Pr),, DCM, RT, 3 h.
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Abbildung 8-6: Syntheseschema zur Darstellung des (R)-Klick-Linkers.
a) Trifluoressigsdureethylester, (iber Nacht, RT, 91 %.

b) DMT-CI, 12 h, RT, 87 %.

c) NHs, tber Nacht, RT, 95 %.
d) 2-Propin-1-ol, 1,1"-Carbonyldiimidazol, DMF, RT, 27 h, 44 %.

e) 2-Cyanoethyl-N, A+di/sopropylchlorophosphoramidit, EtN('Pr),, DCM, RT, 3 h.

Der DNA Baustein 10 bzw. 16 tragt die Propargylgruppe, die Uber eine
Carbamatfunktion an das azyklische Linkersystem gebunden wurde. Durch die
Carbamatfunktion wird im Vergleich zur vorherigen Variante, die von Wagenknecht et
al. verwendet wurde, ein Syntheseschritt gespart (vergleiche Kapitel 4.1). Der DMT-
geschiitzte (S)- Linker 3 wurde gemaB Literatur synthetisiert?®> 2% der (R)-Linker
14 analog dazu. Die freie Hydroxygruppe des kommerziell erhaltlichen 2-Propin-1-ol
wurde mit 1,1’-Carbonyldiimidazol aktiviert und anschlieBend mit der Aminfunktion
des Linkers (3 bzw. 14) verknlipft. Die Synthese des Phosphoramidits (10 bzw. 16)
erfolgte unter Standardbedingungen und wurde im Anschluss sofort flir die
automatisierte Oligonukleotidsynthese verwendet. Die so mit der Propargylgruppe
modifizierten Oligonukleotide wurden mit dem Nilblau-Azid gemdaB des Klick-

Protokolls (Kapitel 9.4.4) umgesetzt.
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Abbildung 8-7: Nilblau-Azid.

Es wurden zwei verschiedene DNA-Serien synthetisiert, die den Chromophor
entweder in einer TA/TA-Nachbarbasenumgebung oder in einer GC/GC-
Nachbarschaft einbetten. Innerhalb jedes Duplex-Sets wurden alle natlrlichen Basen

als Gegenbasen variiert (A, G, T, C).

Oligonukleotidsequenzen, die den (S)-Klick-Linker (X) enthalten:

DNAG61.: 3-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
DNA62. 5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
DNAG66: 3’-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’
DNA67. 5-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG6S: 5-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3’
DNAG69. 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA7Z0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3'

Oligonukleotide, die den (R)-Klick-Linker (X) enthalten:

DNA71. 3-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
DNA62: 5'-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3’
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5'-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
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DNA72: 3’-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’
DNAG67. 5-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG68S: 5-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3’
DNAG69. 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA?7ZO0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3’

Der Vergleich der Schmelztemperatur der Duplexe DNA71-62, DNA61-62, DNA72-67
und DNA66-67 mit dem jeweiligen unmodifizierten Duplex, der anstatt des
Chromophors ein Thymin enthadlt, zeigt eine relativ geringe Destabilisierung (Tabelle
8-1). Auch der Vergleich der Schmelztemperatur von Duplexen mit (S)- bzw. (R)-
konfigurierten Linkern zeigt nur einen geringen Unterschied von <2.5 °C.
Offensichtlich induzieren beide azyklischen Linker eine kleine Destabilisierung, es ist
jedoch keine klare Abhdngigkeit der Duplexstabilitdt von der einen oder anderen
Konfiguration zu beobachten. Im Vergleich zur Literatur sind diese Ergebnisse
erstaunlich, da zum einen bei Threoninol die D- bzw. L-Konfiguration erheblichen
Einfluss auf die Duplexstabilitat aufwies.**] Zum anderen, weil Glycolmodifikationen
normalerweise zu einer Destabilisierung der Duplexe von bis zu ~10 °C fiihren.?*
327, 3293311 ynsere Resultate deuten darauf hin, dass der Stabilitatsverlust, der
normalerweise mit der Einfihrung eines Linkersystems einhergeht, offensichtlich
durch die hydrophoben Wechselwirkungen des Chromophors mit dem Basenstapel
wiedergewonnen werden kann. Die Schmelztemperaturen innerhalb einer Duplex-
Serie sind weitgehend ahnlich. Dies ist jedoch normal fiir ein Chromophor, der keine

praferierte Basenpaarung eingeht.
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Tabelle 8-1:  Schmelztemperatur und Quantenausbeuten der Oligonukleotide, die dem Vergleich
des (S)- mit dem (R)-Linkers dienen. ®Differenz zum unmaodifizierten Duplex, der ein T
statt des Chromophors enthélt (T, = 62.5 °C). "Differenz zum unmodifizierten Duplex,
der ein T statt des Chromophors enthalt (T, = 68.0 °C).

DNA Tm/°C ® DNA T /°C ® AT,/°C A®
DNA71 - 0.15 DNA61 - 0.16 - -1
59.1 DNA61-62 56.6
DNA71-62 0.17 0.15 2.5 2
(-3.4)° (-5.9)°
DNA71-63 58.5 0.22 DNA61-63 60.4 0.19 -1.9 3
DNA71-64 60.7 0.21 DNA61-64 58.5 0.22 2.2 -1
DNA71-65 59.1 0.05 DNA61-65 59.8 0.06 07 -1
DNA72 - 0.04 DNA66 - 0.05 - -1
DNA72-67 66.7 DNA66-67 65.5
. 0.02 . 0.02 12 <1
(-1.3) (-2.5)
DNA72-68 64.2 0.02 DNA66-68 66.5 0.02 23 <1
DNA72-69 67.0 0.02 DNA66-69 67.5 0.01 05 <1
DNA72-70 66.8 0.01 DNA66-70 67.7 0.01 09 <1

Die UV/VIS Absorptionsspektren (Abbildung 8-8) der Nilblau-modifizierten
Einzelstrange zeigen charakteristische Absorptionen zwischen 600 nm und 550 nm.
Nach der Duplexhybridisierung ist ein schwacher bathochromer Shift von etwa 5 nm
zu beobachten, der durch die m-m-Wechselwirkungen des Chromophors mit dem
Basenstapel zu erklaren ist. Die Gegenbasen zu Nilblau (A, C, G, T) scheinen keinen
signifikanten Einfluss auf die optischen Eigenschaften des Chromophors auszuiiben,
egal ob dieser Uber einen (S5)- oder (R)-konfigurierten Linker in den Duplex eingebaut
wurde. Zusammen mit den thermischen Dehybridisierungsstudien lassen sich die
optischen Eigenschaften auf die Interkalation des Chromophors in den Duplex
zurlickflhren. Die starken m-m-Wechselwirkungen des Nilblau-Chromophors mit den
benachbarten Basen stabilisieren den Duplex derart, dass die Chiralitat des Linkers

keinen Einfluss hat.
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Abbildung 8-8: Absorptionsspektren der Oligonukleotide zum Vergleich des (5)- (links) mit dem
(R)-Linker (rechts). 2.5 yM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.

Um die optischen Eigenschaften der Nilblau-modifizierten Oligonukleotide weiter zu
untersuchen, wurden die stationdren  Fluoreszenzspektren  bei  einer
Anregungswellenlange von 610 nm aufgenommen. Das Emissionsmaximum der
Nilblau-modifizierten Einzel- und Doppelstrange liegt zwischen 677 nm und 679 nm.
Im Gegensatz zu den Absorptionsspektren, die flir alle modifizierten Oligonukleotide
ahnlich waren, zeigen die Fluoreszenzspektren deutliche Unterschiede in

Abhangigkeit zur sequentiellen Nachbarschaft des Chromophors (Abbildung 8-9).
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Abbildung 8-9: Emissionsspektren der Oligonukleotide zum Vergleich des (5)- (links) mit dem
(R)-Linker (rechts). 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 610 nm,
20 °C.
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Die Fluoreszenz des Nilblau wird signifikant geldéscht, wenn Guanin als Gegenbase im
Duplex vorhanden ist (DNA61-65, DNA71-65, DNA66-70 und DNA72-70) bzw. eine
der Nachbarbasen darstellt (DNA66 und DNA72). Dies wird bei Betrachtung des
Redoxpotentials des angeregten Chromophors deutlich. Wenn die Singulett-Singulett-
Ubergangsenergie Eqo = 1.9 eV zum Reduktionspotential von E'eq = -0.3 eV
(vs. NHE) addiert wird, betragt das Potential im angeregten Zustand
E'rea= 2.2 eV.2%l Es findet eine Oxidation von Guanin statt, da diese ein
Oxidationspotential von lediglich ~1.3 — 1.4 eV besitzen.**¥) Es ist erstaunlich, dass
die Fluoreszenzspektren der uUber (S)- oder (R)-Linker verknipften Nilblau-
Chromophore nahezu identisch sind. Die Quantenausbeuten (Tabelle 8-1) weisen nur
geringfligige Unterschiede auf, die im Fehlerbereich der Messungen liegen. Es ist
Uberraschend, dass im Gegensatz zu den Experimenten mit D- und L-Threoninol die
Chiralitat des 3-Amino-1,2-propandiol-Linkers keinen Einfluss auf die optischen
Eigenschaften des Fluorophors haben. Um diese Ergebnisse zu veranschaulichen,
wurden geometrisch optimierte Modelldarstellungen der Duplexe DNA61-62 und
DNA71-62 erstellt (Abbildung 8-10).

Abbildung 8-10: Geometrisch optimierte Modelldarstellung von DNA61-62 (links) und DNA71-62
(rechts).

Der kritischste Teil des Systems, der die Interkalation des Fluorophors

beeintrachtigen konnte, ist das azyklische Linkersystem 3-Amino-1,2-propandiol in
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Kombination mit dem Triazolpart und der Alkylkette, an die der Chromophor
gebunden ist. Die Modelldarstellungen jedoch zeigen deutlich, dass dieses
Linkersystem lang und flexibel genug ist und der Chromophor nahezu perfekt in den
Duplex interkaliert. Nilblau bildet starke m-mt-Wechselwirkungen zu den benachbarten
Basen aus, unabhangig von der (S)- oder (R)-Konfiguration des Linkers. Diese
Modelldarstellungen helfen, die Ergebnisse dieser Experimente zu veranschaulichen
und unterstiitzen die Resultate, die bei der Untersuchung der optischen

Eigenschaften erhalten wurden.

8.3.2.  Klick-Uridin vs. (S)-Klick-Linker

Um ein optimales Anbindungssystem flir Chromophore an DNA zu finden, wurde das
azyklische Klick-Linkersystem (S5)-1-Amino-3-1,2-propandiol mit einem Uridin
verglichen, das an der 2'-Position mit einem Acetylen modifiziert wurde (,Klick-
Uridin®). Die Synthese des Klick-Uridins wurde von Nadine Herzig durchgefiihrt und
fur die nun im Folgenden beschriebenen Untersuchungen zur Verfligung gestellt. Als
Chromophor wurde Nilblau gewahlt, weil dieser sich durch sehr gutes
Interkalationsverhalten auszeichnet. Nilblau ist durch sein Redoxpotential im
angeregten Zustand in der Lage Guanin zu oxidieren, wodurch die Fluoreszenz
geldscht wird. Dies dient als sensitives Werkzeug zur Evaluation der Abhangigkeit der

Interkalation des Chromophors von der Ankntipfungsart an das Oligonukleotid.

O
Cr
\ ()
DMT © N
O o P
N3/\/\H 0 N
; O O |
(Pr)oN—p” N —
b/ CN

Abbildung 8-11: Klick-Uridin (links) und Nilblau-Azid (rechts).

Der (5)-Klick-Linker wurde wie in Kapitel 8.3.1 beschrieben hergestellt, das Klick-
Uridin wurde gemaB Literatur synthetisiert.”*® Die erste DNA-Serie enthélt als
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Acetylenmodifikation den azyklischen (5)-Klick-Linker, die zweite DNA-Serie enthalt
das Klick-Uridin jeweils in einer Thymin-Umgebung bzw. in einer Guanin-Umgebung.
Als Gegenbase zum Chromophor wurden alle vier nattirlichen Basen variiert und die

optischen Eigenschaften der Duplexe untersucht.

Oligonukleotide, die den (5)-Klick-Linker (X) enthalten:

DNAG61.: 3’-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
DNA62. 5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
DNAG63: 5'-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3'
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3'
DNAG66.: 3-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’
DNA67. 5"-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG68: 5'-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3'
DNAG69: 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA7Z0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3'

Oligonukleotide, die das Klick-Uridin (X) enthalten:

DNA73: 3’-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
DNA62. 5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
DNA74. 3’-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’
DNA67. 5"-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG68: 5'-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3'
DNAG69: 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA7Z0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3'
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Als Referenz wurden folgende Sequenzen verwendet, die statt des Nilblau-

Chromophors ein Adenin enthalten:

DNA7?5: 3’-AGT-CAC-TTA-TTC-TGA-CG-5’
DNA62. 5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
DNA76. 3-AGT-CAC-TGA-GTC-TGA-CG-5’
DNA67. 5-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG68: 5'-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3'
DNAG69: 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA7Z0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3'

Die Duplex-Serien aus DNA61, DNA66, DNA73 und DNA74 enthalten den Nilblau-
Chromophor in drei unterschiedlichen strukturellen Varianten:

i. Anknlipfung an das Oligonukleotid entweder Uber das azyklische Klick-
Linkersystem (DNA61 oder DNA66) oder Uber das Klick-Uridin (DNA73 oder
DNA74).

ii. Die Nachbarbasen zum Chromophor sind entweder Thymine (DNA61 und
DNA73) oder Guanine (DNA66 und DNA74).

iii. Die Gegenbasen sind die vier natirlichen Basen A, C, T oder G (Gegenstrange
DNA70, DNA67, DNA68, DNA69, DNA65, DNA62, DNA63 oder DNA64).

Zunachst wurde die Schmelztemperatur der Duplexe bei 260 nm gemessen (Tabelle
8-2 und Tabelle 8-3, sowie Abbildung 8-12). Folgende Effekte konnten beobachtet
werden: Bei nichtnukleosidischer Verknipfung des Nilblau-Chromophors (DNA61 und
DNAG66) besteht keine bevorzugte Basenpaarung mit einer der Gegenbasen A, G, T
oder C. Im Gegensatz dazu bevorzugen die Duplexe mit nukleosidischer Anknlipfung
ganz klar die Gegenbase Adenin. Es scheint, dass das Uridin trotz des groBen
Chromophors immer noch in der Lage ist, Adenin zu erkennen. Ungeachtet der
unterschiedlichen Anknlipfung und des sequentiellen Kontexts zeigen alle

~fehlgepaarten Duplexe" (mit Gegenbasen T, C und G) eine hdéhere Stabilitat als die
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entsprechenden unmodifizierten Referenzduplexe DNA75-65, DNA75-63, DNA75-64
und DNA76-70, DNA76-68, DNA76-69. Dies deutet darauf hin, dass die durch die
Fehlpaarung entstandene Instabilitat durch die n-n-Wechselwirkungen des
Chromophors mit dem Basenstapel zurlickgewonnen werden kann. Die Duplexe, die
das Linkersystem enthalten, zeigen im Vergleich zu DNA75-62 bzw. DNA76-67
lediglich eine Destabilisierung von 5.9 °C (DNA61-62) bzw. 4.0 °C (DNA66-67). Im
Gegensatz dazu zeigen die Duplexe DNA73-62 und DNA74-67 keine Destabilisierung

bzw. sogar eine Stabilisierung von 2.0 °C.

Tabelle 8-2:  Charakteristische Daten der Einzelstrange und Duplexe zur Untersuchung des
Chiralitatseinflusses des azyklischen Linkersystems.

(0] (0]
DNA T (260 nm)/°C DNA Tm (260 nm)/°C -
DNAG61 0.16 DNA73 0.18 DNA75 -
DNA61-62 0.15 DNA73-62 0.12 DNA75-62 )
56.6 64.5 62.5
DNA61-63 0.19 DNA73-63 0.15 DNA75-63 )
60.4 58.5 53.2
DNA61-64 0.22 DNA73-64 0.16 DNA75-64 )
58.5 58.5 52.8
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Tabelle 8-3:  Charakteristische Daten der Einzelstrange und Duplexe zur Untersuchung des
Chiralitatseinflusses des azyklischen Linkersystems.

() [ (]
DNA - Tm(ZGOnm)/OC ...... DNA W DNA TR :
DNAG66 0.05 DNA74 0.04 DNA76 -
DNA66-67 0.02 DNA74-67 0.03 DNA76-67 )
65.5 68.0 68.0
DNA66-68 0.02 DNA75-68 0.03 DNA76-68 )
66.5 63.5 60.3
DNAG66-69 0.01 DNA76-69 0.01 DNA76-69 )
67.5 64.0 58.3
DNA66-70 0.01 DNAS85-70 0.02 DNA76-70 -
67.7 66.5 63.8

Es ist erstaunlich, dass die Destabilisierung durch den Einsatz eines azyklischen
Linkers nicht sehr groB ist. Normalerweise wirde pro Einsatz eines Gykollinkers eine
thermische Destabilisierung von etwa 10 °C erwartet werden.!2% 209 341 pje \Werte
der Nilblau-modifizierten Duplexe sind jedoch signifikant kleiner und im
Zusammenhang mit Guaninen als Nachbarbasen besonders klein. Offensichtlich liegt

das an den m-n-Wechselwirkungen des Chromophors mit seinen Nachbarbasen, die

SO zu einer Stabilisierung des Duplexes beitragen.
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Abbildung 8-12: Schmelztemperaturunterschiede im Vergleich zu DNA75-62 und DNA76-67 als
Referenzduplexe.

Die Absorptionsspektren (Abbildung 8-13) aller modifizierter Einzelstrange und der

entsprechenden Duplexe zeigen die typischen Absorptionsbanden des Nilblau-

Chromophors mit einem Maximum zwischen 652 nm und 661 nm. Die

Absorptionseigenschaften spiegeln keinen der drei Strukturvariationen i-iii wider.
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Abbildung 8-13: Absorptionsspektren der Oligonukleotide zum Vergleich des (5)-Linkers (links) mit
dem Klick-Uridin (rechts). 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, 20 °C.
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In den Fluoreszenzspektren ist, im Gegensatz zu den Absorptionsspektren, ein
Einfluss der sequentiellen Nachbarschaft zu verzeichnen (Abbildung 8-14). Die
Quantenausbeuten der Nilblau-modifizierten Oligonukleotide betragen zwischen
12 % und 22 %, wenn kein Guanin in unmittelbarer Umgebung des Chromophors
positioniert ist (Abbildung 8-15).
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Abbildung 8-14: Emissionsspektren der Oligonukleotide zum Vergleich des (5)-Linkers (links) mit dem
Klick-Uridin (rechts). 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 610 nm,
20 °C.

Die Fluoreszenz wird signifikant geldscht, wenn ein Guanin als Nachbar- oder
Gegenbase fungiert, wobei die Quantenausbeuten nicht gréBer als 6 % sind. Hierbei
ist ganz besonders hervorzuheben, dass dieses Emissionsprofil ungeachtet der
strukturellen Anknipfungsart in Erscheinung tritt. Es scheint egal zu sein, ob der
Chromophor Uber die 2-Position des Uridins oder Uber ein azyklisches Linkersystem
in die DNA eingebaut wird. Tatsdachlich sind die Quantenausbeuten jeweils nahezu
identisch, das bedeutet, dass die Wechselwirkungen des Chromophors mit den
Nachbar- bzw. Gegenbasen elektronisch @hnlich sind und unabhangig von der Art der

Ankntipfung des Chromophors an das Oligonukleotid auftreten.
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Abbildung 8-15: Graphische Darstellung der Quantenausbeuten ® der Nilblau-modifizierten
Oligonukleotide. 2.5 uM DNA, 10 mM NaP;, pH 7, 250 mM NaCl, Aexc = 610 nm,
20 °C.

Die Ergebnisse verdeutlichen, dass die unterschiedlichen Anknipfungsarten des
Chromophors an die Oligonukleotide keinen Einfluss auf die optischen Eigenschaften
haben. Durch die bevorzugte Basenpaarung des Klick-Uridins mit Adenin sind
stabilere Duplexe mdglich, dies kann insbesondere bei kurzen DNA-Sequenzen von

Vorteil sein.

8.4 Zusammenfassung

Fir die Bioanalytik von Nukleinsduren werden moglichst helle Fluoreszenzsonden
verwendet. Die Phosphoramiditstrategie automatisierter DNA-Synthese ermdglicht
den Einbau einer Vielzahl organischer Fluorophore in Oligonukleotide an spezifischen
Stellen der Sequenz. Das Potential dieser Methode wird jedoch stark eingeschrankt,
wenn Chromophore den harschen Bedingungen der stark sauren, basischen und
oxidativen DNA-Synthese und -Aufarbeitung nicht standhalten und durch diese
zerstért werden. Eine Alternative hierzu bietet die sogenannte Klick-Chemie, genauer
die kupferkatalysierte Acetylen Azid Cycloaddition, mit der eine postsynthetische

Ligation solcher Chromophore mdglich ist. Ein reprasentativer Vertreter basenlabiler
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Chromophore ist Nilblau, der mit guten Quantenausbeuten und sehr gutem
Interkalationsverhalten flir die Nukleinsdureanalytik von groBem Interesse ware.

Ziel war es, das in der Arbeitsgruppe Wagenknecht standardmaBig verwendete
Linkersystem basierend auf (5)-3-Amino-1,2-propandiol fir die Klick-Chemie
weiterzuentwickeln. So sollte das Linkersystem um eine Acetylenfunktion erweitert
werden, um ein Nilblau-Azid als reprasentativer, basenlabiler Chromophor an den
bereits synthetisierten DNA-Strang anzufligen. Nilblau besitzt ein geeignetes
Redoxpotential, um im angeregten Zustand Guanin in unmittelbarer Umgebung zu
oxidieren, wodurch die Fluoreszenz geléscht wird. Diese Eigenschaft sollte
ausgenutzt werden, um weitere Untersuchung durchzufiihren. So sollte der Einfluss
der Chiralitdt des Linkers auf die optischen Eigenschaften des Chromophors
untersucht werden. Zusatzlich sollte der Einfluss eines glykosidischen
Anknlpfungssystem auf die optischen Eigenschaften des Chromophors im Vergleich
zum azyklischen Klick-Linkersystem untersucht werden. Dazu wurde in der
Arbeitsgruppe ein Uridin an der 2’-Position mit einem Acetylen modifiziert und fir die
Vergleichsexperimente zur Verfligung gestellt.

Die Synthesen des azyklischen (R)-Linkers konnten analog zu den Synthesen des
(9)-Linkers durchgefiihrt werden. Anstatt des (S)-Amino-1,2-propandiols wurde das
(R)-Amino-1,2-propandiol-Enantiomer  fur die Synthesen verwendet. Die
Weiterentwicklung zu den entsprechenden Klick-Linkern konnte sehr einfach durch
die carbamatvermittelte Kopplung der Aminfunktion der Linker mit einem
Propargylalkohol erreicht werden. Der Einbau der Linkersysteme in verschiedene
Oligonukleotide erfolgte liber die Standardphosphoramiditstrategie.

Durch die CuAAC gelang die postsynthetische Ligation von Nilblau an bereits
synthetisierten, mit Acetylen modifizierten Oligonukleotiden.

Die unterschiedliche Chiralitat der Klick-Linker hat nur einen kleinen und zu
vernachlassigenden Einfluss auf die Duplexstabilitdt und die optischen Eigenschaften
des Chromophors Nilblau. Die Schmelztemperatur der Duplexe, die
UV/VIS-Absorptionsspektren und die Emissionsprofile zeigen deutlich, dass der
Chromophor sehr gut in die Doppelhelix interkaliert, ungeachtet der Chiralitat der
verwendeten Linker. Dies konnte durch geometrisch optimierte Modelldarstellungen

der Duplexe veranschaulicht werden. Tatsachlich ist es flir die optischen
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Eigenschaften des Nilblau-Fluorophors und fiir die Schmelztemperatur der Duplexe
unerheblich, ob der (R)- oder (S)-Linker verwendet wird.

Erstaunlicherweise sind die optischen Eigenschaften des Nilblau-Chromophors
ebenfalls unabhangig von der Art der Anknipfung an das Oligonukleotid. Es ist flir
die optischen Eigenschaften unerheblich, ob der Chromophor (ber die 2'-Position
eines Uridins oder Uber das azyklische (S)-Linkersystem an die DNA gebunden wird.
Das Klick-Uridin erkennt jedoch Adenin als Gegenbase und kann daher bevorzugt als
Ligationsmodifikation =~ verwendet  werden, wenn Duplexstabilitdt ~ und

Sequenzerkennung eine wichtige Rolle spielen.
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9. _Experimenteller Teil

9.1 Materialien und Gerate

Reagenzien und Losungsmittel

Die verwendeten Reagenzien wurden von den Firmen Alfa Aesar, Fluka, Lancaster,
Merck und Sigma-Aldrich bezogen. Die verwendete Qualitat war mindestens ,zur
Synthese". Technische Ldsungsmittel wurden vor Gebrauch destilliert, trockene
Lésungsmittel wurden von Affa Aesar und Fluka bezogen und unter Stickstoff
aufbewahrt. Fir die HPLC wurden hochgereinigte organische Ldsungsmittel
(LiChrosolv,  Merck) sowie entionisiertes Wasser aus einer  Milljpore-

Entsalzungsanlage verwendet.

Reaktionsfiihrung

Die Reaktionen wurden gegebenenfalls unter Stickstoff- (Trocknung Uber BTS-
Katalysator und Silicagel) oder Argonatmosphére (SchweiBargon 4.6, 99,996 % rein)
zum Luft- und Feuchtigkeitsausschluss durchgeflihrt. Die bendtigten Glasgerate

wurden in diesem Fall vorher im Hochvakuum ausgeheizt.

Chromatographie

¢ Diinnschichtchromatographie (DC): Es wurden DC-Alufolien der Firma Merck mit
einer Schichtdicke von 0.25 mm verwendet, die mit Kieselgel 60 F2s4 beschichtet sind.
Die Auswertung der Platten erfolgte optisch (ber die Fluoreszenzléschung bei
254 nm bzw. Fluoreszenzanregung bei 366 nm, sowie chemisch mittels
Anfarbereagenzien. RoutinemaBig wurde MeOH/H,SO4-Reagenz (3 Vol.-% H,S04)

verwendet. Zum Erhitzen diente ein HeiBluftfon.

e Flash-Saulenchromatographie (FC): Als stationdare Phase wurde Kieselgel 60 der

Firma Merck mit einer KorngréBe von 40 — 63 pm verwendet. Es wurde nass gepackt
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und nach dem Verfahren von W. C StilFF*? bei ca. 0.4 bar Uberdruck
chromatographiert. Die Auftragung der zu reinigenden Substanz erfolgte aufgezogen
auf Kieselgel.

NMR

Kernresonanzspektren wurden in deuterierten Ldsungsmitteln an einem Bruker
Avance 300, Avance 400 oder Avance 600 durch die Betriebseinheit Zentrale
Analytik, NMR-Spektroskopie der Universitat Regensburg gemessen. Die Proben
befanden sich in Probenréhrchen von 5 mm AuBendurchmesser und beinhalteten ca.
10 mg Substanz in 0.7 mL Lésungsmittel. Chemische Verschiebungen & sind in ppm
angegeben und beziehen sich auf Tetramethylsilan als Nullpunkt. Als Referenz dient
das Signal des unvollstandig deuterierten Lésungsmittels
(DMSO-ds: 'H-NMR: & = 2.49 ppm; *C-NMR: & = 39.4 ppm). Kopplungskonstanten J
werden in Hz angegeben.

Massenspektrometrie (MS)

Massenspektren ~ wurden durch die Betriebseinheit Zentrale  Analytik,
Massenspektrometrie der Universitdt Regensburg gemessen. Die Spektrometer
werden nachfolgend kurz zusammengefasst:

e ESI-MS: ThermoQuest Finnigan TSQ 7000

e CI-MS: Finnigan MAT SSQ 710 A

e EI-MS: Finnigan MAT SSQ 710 A, Finnigan MAT 95

e FAB-MS: Finnigan MAT 95

e MALDI-TOF: HP G2025 A

Die Angabe der Peaks erfolgt in /7/z mit Angabe der Intensitat des Basispeaks in %.

Oligonukleotid-Festphasensynthese

Die DNA-Festphasensynthese wurde an einem Expedite 8909 Nucleic Acid
Synthesizer der Firma PerSeptive Biosystems durchgeflihrt. Als Trager dienten CPGs
mit 1 pmol Belegung (500 A). Phosphoramidite, Synthesizer-Chemikalien und CPG-
Saulen stammten von Glen Research und Proligo.
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Hochdruck-Fliissigkeitschromatographie (HPLC)

Reversed-Phase HPLC wurde mit einem Shimadzu HPLC-System durchgeflihrt
(AutosamplerSIL-10AD, = Pumpenmodul  LC-10AT,  Steuereinheit = SCL-10A,
Multidiodenarray SPD-M10A, Fluoreszenzdetektor RF-10A XL). Nachfolgende Tabelle
gibt die Saulenwahl entsprechend der Oligonukleotidlange und Art der HPLC-Laufe

wieder:

Tabelle 9-1: Ubersicht (iber die verwendeten HPLC-S&ulen fiir die entsprechenden Oligonukleotide.

Oligonukleotid Analytik semi-praparativ
7mer Supelcosi/ LC-318-Saule (25 cm x Supelcosi/LC-318 (25 cm x 10.0 mm
4.6 mm, Supelco) ID, 5 pm, Supelco)
o 17mer Discovery® Bio Wide Pore C5 (25 cm x  Discovery® Bio Wide Pore C5(25 cm
4.6 mm, 5 um, Supelco) x 10 mm, 5 ym, Supelco)

Die entsprechende Saule wurde mit 50 mM Ammoniumacetat-Puffer (pH 6.5,
Laufmittel A) equilibriert und anschlieBend mit verschiedenen Acetonitril-Gradienten
(Laufmittel B) eluiert. Die Elution erfolgte mit einer FlieBgeschwindigkeit von
1 mL/min (analytisch) bzw. 2.5 mL/min (semi-praparativ). Die Detektion mittels
Absorption der unmodifizierten bzw. der Acetylen enthaltenden Sequenzen erfolgte
bei 260 nm und 290 nm, sowie bei 260 nm und 512 nm flir TO-enthaltende
Sequenzen und 260 nm bzw. 641 nm fir Nilblau-modifizierte DNA.

Eine Zusammenfassung der verwendeten Methoden gibt folgende Tabelle wieder:

Tabelle 9-2: Ubersicht iber die verwendeten Trennmethoden und Detektionswellenldngen.

Gradient Gradient
Laufzeit Detektionswellenldangen
17mer >17mer
unmodifiziert
65 min 0-15% B 0-10% B 260 nm; 290 nm
acetylenmodifiziert
Thiazol Orange 70 min 0-20 % B 0-15% B 260 nm; 512 nm
Nilblau 50 min 0-30 % B - 260 nm; 641 nm
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Lyophilisation
Wassrige Losungen wurden an einer Christ Alpha 1-2 LD Lyophilisierungsanlage nach

Ausfrieren in fllissigem Stickstoff getrocknet.

Optische Spektroskopie

Soweit nicht anders angegeben, enthielten alle Lésungen folgende Konzentrationen
und wurden bei 20 °C spektroskopisch untersucht:

c(DNA bzw. RNA) = 2.5 pM

c(NaP;) = 10 mM

c(NaCl) = 250 mM

Alle spektroskopischen Messungen wurden, soweit nicht anders angegeben, in

Quarzkivetten (Firma Starna) mit einer Schichtdicke 1 cm durchgefihrt.

e Absorption: UV/Vis-Spektren wurden an einem Varian Cary 100 Bio mit
temperierbarem Klivettenhalter 6 x 6 aufgenommen und gegen das
Lésungsmittelsignal korrigiert. Einstellungen: SBW 1.0 nm, Average Time 2 s, Light
source changeover: 350 nm. Schmelztemperaturmessungen wurden im Programm
»~Thermal® mit den identischen Einstellungen durchgefiihrt. Die Heiz- bzw. Kiihlrate
betrug 0.7 °C/min.

e Temperaturabhangige Absorption: Absorptionsspektren wurden von 20 °C bis
90 °C im Abstand von 10 °C aufgenommen. Vor jeder Messung wurde die

Temperatur 3 min konstant gehalten.

e Fluoreszenz: Die Aufnahme von Fluoreszenzspektren erfolgte an einem
Fluoromax-3 Fluorimeter (Jobin-Yvon) mit Peltier-Element zur Temperatursteuerung
(LFI-3751). Folgende Software-Einstellungen wurden verwendet: Integration time
0.2 s, Inkrement 1.0 nm. Die Spektren wurden gegen die Ramanstreuung des

Lésungsmittels basislinienkorrigiert.

e Temperaturabhangige Fluoreszenz: Fluoreszenzspektren wurden von 10 °C oder

20 °C bis 90 °C aufgenommen. Die Zieltemperatur wurde Uber ein Peltier-Element
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LFI-3751 (Wavelength Electronics) angesteuert. Vor der Messung wurde die

Temperatur mit einer Toleranz von 0.1 °C 5 min konstant gehalten.

e Fluoreszenzlebenszeiten: Fluoreszenzlebenszeiten wurden an einem ISS K2
Fluorometer gemessen. Die Bestimmung erfolgte uber die
Phasenmodulationsmethode. Diese Methode verwendet zur Anregung der
Fluorophore eine kontinuierlich strahlende Lichtquelle mit sinusférmig moduliertem
Licht. Aus Phasenunterschied und Amplitudenveréanderung kann die Lebenszeit

bestimmt werden.

e Fluoreszenzquantenausbeute: Die Bestimmung der Fluoreszenzquantenausbeute
erfolgte gemalB Literatur, mit basischer Fluoresceinldsung. Die

Fluoreszenzquantenausbeute von Fluorescein betrégt 98 %.3*!

e Zirculardichroismus (CD): CD-Messungen wurden an einem Jasco J-715
Spektropolarimeter mit PTC-150] Thermostat durchgefihrt. Die Basislinienkorrektur
erfolgte gegen das Losungsmittel. Folgende Messparameter wurden verwendet:
Sensitivity: 100 mdeg, Data Pitch: 1 nm, Scanning Mode: continous, Scanning Speed

50 nm/min, Response. 0.5 s, Band Width:1 nm, Accumulation: 10.

e Zeitaufgeldste Transientenabsorptionsmessung: Zeitaufgeldste
Absorptionsmessungen wurden von der Arbeitsgruppe Prof. Dr. T. Fiebig (Boston

College, USA, jetzt Northwestern University, Evanston) durchgeflihrt.

e Fluoreszenzmikroskopie: Fluoreszenzmikroskopische Untersuchungen von CHO-
K1/EGFP-Zellen, die mit markierten DNA-/RNA-LGsungen mikroinjiziert bzw. inkubiert
wurden, wurden von der Arbeitsgruppe Prof. Dr. Achim Gopferich, Dr. Miriam

Breunig (Pharmazeutische Technologie, Universitat Regensburg) durchgeflihrt.

EGFP Gene Silencing Experimente
EGFP Gene Silencing Experimente wurden von der Arbeitsgruppe Prof. Dr. Achim
Gopferich, Dr. Miriam Breunig (Pharmazeutische Technologie, Universitat

Regensburg) durchgefiihrt.
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Mikroinjektion von DNA-/RNA-L6sungen in CHO-K1-Zellen
Mikroinjektion von DNA-/RNA-L6sungen in CHO-K1-Zellen wurden von der
Arbeitsgruppe Prof. Dr. Achim Gopferich, Dr. Miriam Breunig (Pharmazeutische

Technologie, Universitat Regensburg) durchgeflihrt.

RNase-freies Arbeiten

e Verwendung von DEPC-Wasser: 0.13 % wassrige Diethylpyrocarbonatlésung
wurde Uber Nacht stehen gelassen und am nachsten Tag autoklaviert.

e Ausheizen von Glaswaren: Glaswaren und Spatel, sowie feuerfeste
Plastikgegenstande, wurden vier Stunden im Trockenschrank bei 180 °C ausgeheizt.
Bei Verpackung der Gegenstdnde in Alufolie konnten diese anschlieBend keimfrei

transportiert werden.

Entsalzen der DNA
Die Entsalzung der DNA wurde mit NAP-5-Sdulen der Firma GE-Healthcare
durchgefiihrt. Als Equilibrierungs- und Eluierungspuffer diente 5 mM NH4OAc.

9.2 Organisch-chemische Synthesen

(1) (5)-N-(2,3-Dihydroxypropyl)-2,2,2-trifluoroacetamid

PN
F3C H/Y\OH I\C/ISGl_l:sr §7N(1)23 g/mol
OH
Die Reaktion wurde unter Stickstoffatmosphdre durchgefiihrt. 1.35 g (2.85 mmol)
(5)-1-Amino-propan-2,3-diol wurden in einen 100 mL Rundkolben gegeben und in
6.4 mL Trifluoressigsauremethylester geldst. Die Reaktionslésung wurde lber Nacht
bei Raumtemperatur gerlhrt und am nachsten Tag bis zur Trockene am
Rotationsverdampfer®** eingeengt. Das Produkt wurde dreimal mit je 30 mL Toluol

koevaporiert und anschlieBend an der Hochvakuumpumpe getrocknet. Man erhielt
2.52 g (90.9 % d. Th.) einer farblosen, stark viskosen Fliissigkeit.
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1H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 9.30 (s, 1H, NH), 4.75 (bs, 2H, OH), 3.58
(m, 1H, CHOH), 3.30 (m, 1H, CH,NH), 3.26 (m, 2H, CH,OH), 3.09 (m, 1H, CH,NH).

13C-NMR (75.4 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 156.4 (q, J = 36 Hz, CO), 116.2 (q,
J = 288 Hz, CF3), 69.6 (CHOH), 64.1 (CH,OH), 43.2 (CH,NH).

(2) (S)-N-(3-(bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-2-
hydroxypropyl)-2,2,2-trifluoroacetamid

Mzé 2%93 8 5/ [
F3C N :489.4 mo
3 /Y\o O O\ g

2.52 g (13.5 mmol) (5)-N-(2,3-Dihydroxy-propyl)-trifluoracetamid 1 wurden in einer
Lésung aus 70 mL Tetrahydrofuran und 3.5 mL (25.2 mmol) Triethylamin gel6st.
Unter Rihren wurden portionsweise 4.8 g (13.5 mmol) 4,4-Dimethoxytriphenyl-
methylchlorid zur Lésung gegeben. Es wurde mit Argon Uberschichtet und 12 h bei
Raumtemperatur gerlhrt. Durch Zugabe von 1.5 mL Methanol und einer Stunde
Rihren bei Raumtemperatur wurde die Reaktion abgebrochen. AnschlieBend wurde
die Reaktionslosung am Rotationsverdampfer bis zur Trockene eingeengt. Der
Rilickstand wurde in 100 mL Essigsaureethylester gelést und dreimal mit je 70 mL
gesattigter Natriumhydrogencarbonatlésung und anschlieBend zweimal mit je 70 mL
Wasser gewaschen. Die wassrige Phase sollte einen pH-Wert zwischen 7 und 8
haben. Das Produkt wurde (ber Natriumsulfat getrocknet, abfiltriert und am
Rotationsverdampfer bis zur Trockene eingeengt. AnschlieBend wurde unter
Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 5.8 g (86.6 % d. Th.) einer farblosen, stark
viskosen Flissigkeit.
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DC (DCM/MeOH 100:2) Rr= 0.33.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 9.30 (s, 1H, NH), 7.39 (m, 2H, arom.),
7.31 — 7.18 (m, 7H, arom.), 6.86 (m, 4H, arom.), 5.11 (s, 1H, OH), 3.82 (m, 1H,
CHOH), 3.72 (s, 6H, OCHs), 3.37 (m, 1H, CH;NH), 3.15 (m, 1H, CH;NH), 2.96 (m,
1H, CH,0), 2.87 (m, 1H, CH,0).

13C-NMR (75.4 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 158.2 (arom.), 156.4 (q, J= 36 Hz, CO),
145.2, 136.1, 129.9, 129.1, 128.0, 126.8 (arom.), 116.2 (q, J= 288 Hz, CFs), 113.3
(arom.), 85.5 (OCPhs), 69.6 (CHOH), 64.1 (CH,OH), 55.2 (OCHs), 43.2 (CH,NH).

ESI-MS m/z (%): gefunden: 488.3 (100) [M-H'], berechnet: 489.48.

(3) (S)-1-Amino-3-(bis(4-
methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)propan-2-ol

! C24H27NO,

N0 O o MG: 393.48 g/mol

Es wurden 5.8 g (1.9 mmol) (5)-N-(3-[Bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-2-
hydroxy-propyl)-trifluoracetamid 2 in einer Mischung aus 75 mL Methanol, 75 mL
konz. Ammoniaklésung und 30 mL Tetrahydrofuran gelést und (ber Nacht bei
Raumtemperatur geriihrt. AnschlieBend wurden Methanol und Tetrahydrofuran im
Vakuum entfernt, der wassrige Rlickstand dreimal mit je 150 mL Dichlormethan
extrahiert und anschlieBend die organische Phase zweimal mit 50 mL gesattigter

Natriumchloridldsung gewaschen. Das Produkt wurde (ber Natriumsulfat getrocknet
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und die Ldésemittel im Vakuum entfernt. Nach anschlieBender Lyophilisation

entstehen 4.44 g eines weiBen Schaums in 94.5 % Ausbeute.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 7.39 (m, 2H, arom.), 7.31 — 7.17 (m, 7H,
arom.), 6.87 (m, 4H, arom.), 4.67 (bs, 1H, OH), 3.72 (s, 6H, OCHs), 3.56 (m, 1H,
CHOH) 3.30 (bs, 2H, NH), 2.93 (m, 1H, CH;0), 2.83 (m, 1H, CH;0), 2.66 (m, 1H,
CH,NH), 2.45 (m, 1H, CHoNH).

13C-NMR (75.4 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 158.2, 145.4, 136.1, 129.9, 129.1,
128.0, 126.8, 113.3 (arom.), 85.3 (OCPhs), 71.5 (CHOH), 65.9 (CH,0), 55.2 (OCHs),
43.2 (CH,NH).

ESI-MS m/z (%): gefunden: 303.0 (100) [DMT"], 787.5 [2MH™], berechnet: 393.48.

CI-MS m/z (%): gefunden: 92.0 [M-DMT'], 303.0 (100) [DMT"], 393.0 [M],
berechnet: 393.48.

(4) 3-(3-Hydroxypropyl)-2-methylbenzo[d]thiazol-3-ium

S
@/>
N C11Hy4sNOS*

MG: 208.30 g/mol

HO

13.7 mL (107.5 mmol) 2-Methyl-benzothiazol und 10.0 g (53.8 mmol) 3-Iodo-1-
propanol wurden in 30 mL Acetonitril gelést. Die Reaktionslésung wurde unter
Rilckfluss 91 Stunden erhitzt, abgekihlt und tber Nacht bei 4 °C aufbewahrt. Der
ausfallende Niederschlag wurde abgesaugt und dreimal mit 15 mL kaltem
Diethylether gewaschen. AnschlieBend wurde das Produkt unter Vakuum getrocknet.
Es entstand ein weiBer Niederschlag (90 % d. Th.)
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'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 8.46 — 8.29 (m, 2H, arom.), 7.93 — 7.78
(m, 2H, arom.), 4.83 (m, 1H, OH), 4.78 (t, 2H, J = 7.4 Hz, NCH;-), 3.53 (m, 2H, -
CH,-0), 3.22 (s, 3H, Me), 2.06 (m, 2H, -CH;-).

13C-NMR (125.8 MHz, DMSO-dg): & (ppm) = 177.2, 140.8, 129.3, 129.0, 128.0,
124.6, 116.7 (Benzothiazol arom.), 57.3, 45.8, 30.4 (Propyl), 16.7 (2-Me).

MS (ESI): m/z (%) gefunden: 208.1 (100) [M]*, berechnet: 208.30.

(5) 1-Methylchinolinium

N CioH1oN*
ﬁ/ MG: 144.19 g/mol

Es wurden 2.3 mL (19 mmol, 1 eq.) Chinolin und 3.9 mL Iodmethan (62 mmol,
3.3eq.) in 40 mL 1,4-Dioxan unter Stickstoffatmosphare gelost. Es wurde eine
Stunde unter Rickfluss erhitzt, anschlieBende Abkiihlung auf RT. Das ausgefallene
Produkt wurde filtriert, dreimal mit 10 mL Et,O und dreimal mit 10 mL Petrolether
gewaschen. Man erhielt 5.04 g (18.6 mmol) eines senfgelben Feststoffes (98 % d.
Th.).

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): d (ppm) = 9.53 (m, 1H, arom.), 9.33 (m, 1H, arom.),
8.53 (m, 2H, arom.), 8.36 — 8.08 (m, 3H, arom.), 4.67 (s, 3H, Me).

13C-NMR (300 MHz, DMSO-ds): 8 (ppm) = 150.1, 146.0, 138.2, 135.4, 130.2, 129.9,
129.1, 121.9, 119.1 (Chinolin), 45.3 (Me).

ESI-MS: m/z (%) gefunden: 144.1 (100) [M]*, berechnet: 144.19.
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(6) (E)-3-(3-Hydroxypropyl)-2-((1-methylqchinolin-4(1H)-
ylidene)methyl)benzo[d]thiazol-3-ium

@S
Y N
N N\ C21H21N20S

MG: 349.47 g/mol

Unter Stickstoffatmosphare wurden 1.17 g (3.5 mmol) 4 und 1.2 g (4.2 mmol) N-
methylchinolin 5 in 20 mL einer Mischung aus CH,Cl/MeOH (1:1 v:v) geldst. Bei
Zugabe von trockenem Et;N (1.2 mL, 8.575 mmol) verfarbte sich die Reaktionslésung
augenblicklich tiefrot. Die Reaktionsldsung wurde unter Riickfluss erhitzt und Uber
Nacht gerihrt, anschlieBend lieB man auf Raumtemperatur abkiihlen. Das
ausgefallene Produkt wurde abgesaugt, dreimal mit kaltem Diethylether gewaschen

und im Hochvakuum getrocknet. Es entstand ein roter Feststoff in 31 % Ausbeute.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 8.75 (m, 1H, arom.), 8.43 (m, 1H,
arom.), 8.09 — 7.99 (m, 3H, arom.), 7.79 — 7.74 (m, 2H, arom.) 7.64 — 7.58 (m, 1H,
arom.), 7.44 — 7.37 (m, 2H, arom.), 7.05 (s, 1H, Olefin-H), 5.05 (t, 1H, J = 4.67 Hz,
OH), 4.63 (m, 2H, N-CH-), 4.18 (s, 3H, N-Me), 3.58 (m, 2H, -CH,-0), 2.00 (m, 2H, -
CHy-).

13C-NMR (125.8 MHz, DMSO-d¢): & (ppm) = 159.2, 148.6, 145.0, 139.9, 138.0,
133.1, 128.1, 126.9, 125.2, 124.4, 124.0, 123.8, 122.9, 118.2, 112.7, 107.8, 87.4
(Thiazole Orange), 57.3 (Propyl), 45.6 (N-Me), 42.3, 30.1 (Propyl).

MS (ESI): m/z (%) gefunden: 349.0 (100) [M]*, berechnet: 349.47.

HR-MS (FAB): gefunden: m/z = 349.1380 [M]", berechnet: 349.1375.
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(7) (S52)-3-(3-(3-(bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-2-
hydroxypropylcarbamoyloxy)propyl)-2-((1-methyl-
chinolin-4(1H)-ylidene)methyl)benzo[d]thiazol-3-ium

e
N/
O 0 d .
)k CasH16N306S
Yo Q I T N N N MG: 768.94 g/mol

Olin
I
T

434 mg (0.911 mmol) 6 wurden in 5 mL DMF gelost und 195 mg (1 mmol) 1,1'-
Carbonyldiimidazol wurden zugegeben. Die Reaktionslésung wurde Dbei
Raumtemperatur 3 Stunden gertihrt, anschlieBend wurden 395 mg (1 mmol) (3-(4,4-
Dimethoxytrityl)-2-hydroxy-propylamin 3 zugegeben und weitere 48 Stunden bei
Raumtemperatur gerlihrt. Nachdem die DC-Kontrolle nahezu quantitativen Umsatz
anzeigte, wurde unter Hochvakuum bis zur Trockene eingeengt. Das Rohprodukt
wurde mittels Flash-Saulenchromatographie gereinigt: Silicagel mit einem Gradient
von MeOH in CH,CI; (0 - 5 %). Man erhielt einen roten Schaum in 56 % Ausbeute.

DC (CH,Cl,/MeOH 9:1) Ry= 0.4.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 8.75 (m, 1H, arom. TO), 8.64 (m, 1H,
arom. TO), 8.09 — 7.96 (m, 3H, arom. TO), 7.80 — 7.68 (m, 2H, arom. TO), 7.59 (m,
1H, arom. TO), 7.37 (m, 2H, arom. TO), 7.34 (m, 2H, arom. DMT), 7.23 (m, 7H,
arom. DMT), 6.92 — 6.84 (m, 4H, arom. DMT), 4.98 (d, 1H, J = 5.22 Hz, OH), 4.64
(m, 2H, N-CH,-), 4.19 (s, 3H, N-Me), 4.10 (m, 2H, -CH,-0O), 3.73 (s, 1H, -CH-OH),
3.70 (s, 6H, 2*OMe), 3.33 (s, 1H, NH), 3.30 (m, 1H, NH-CH;-), 3.16 (m, 1H, NH-CH;-
), 2.96 (m, 1H, -CH,-ODMT), 2.86 (m, 1H, - CH,-ODMT), 2.09 (m, 2H, -CH-).
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13C-NMR (125.8 MHz, DMSO-d¢): & (ppm) = 166.8, 157.9, 148.8, 145.0, 139.8,
137.9, 135.6, 133.0, 131.5, 130.2, 129.6, 128.6, 128.3, 127.6, 126.9, 126.4, 123.8,
112.9, 85.1 (O-C-(PhOMe),Ph), 68.6, 65.6 (CH,0), 54.9 (OMe), 42.4 (Propyl), 28.8

(Propyl).

MS (ESI): m/z (%) gefunden: 768.3 (100) [M]*, berechnet: 768.3.

HR-MS (FAB): gefunden: m/z = 768.3096 [M]*, berechnet: 768.3107.

MS (MALDI-TOF): gefunden: m/z = 768.2 [M]", berechnet: 768.3.

(8) 3-((65)-6-((bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-
methyl)-4-(2-cyanoethoxy)-3-isopropyl-2-methyl-9-oxo-
5,10-dioxa-3,8-diaza-4-phosphatridecan-13-yl)-2-((Z)-(1-
methylchinolin-4(1H)-ylidene)methyl)benzo[d]thiazol-3-

ium
O/
N/
F
. A §
\ @ C55H63N5C)7F>S+
0 Q O/\é/\N 07 TN s MG: 969.16 g/mol
0

\P/g\/\CN @
oy
Unter Argonatmosphare wurden 60 mg (0.067 mmol) 7 in 4 mL trockenem CH,Cl,
geldst und 35 pL (0.2 mmol) trockenes Di/sopropylamine und 21 uL (0.094 mmol) 2-
Cyanoethyl-N, Ndi/sopropylchlorophosphoramidit zugegeben. Kontrolle mittels DC
ergab einen quantitativen Umsatz nach 3 Stunden Riihren bei Raumtemperatur. Die

Reaktionslosung wurde mit frisch zubereiteter gesattigter NaHCOs-Lésung

gewaschen, Uber Na,SO4 getrocknet und anschlieBend im Vakuum bis zur Trockenen
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eingeengt. Man erhielt einen dunkelroten Schaum, der in trockenem MeCN (0.6 mL)

geldst und direkt flir die automatische DNA-Synthese eingesetzt wurde.
DC (CH,Cl,/MeOH = 9:1) Ry = 0.5.

31p-NMR (121 MHz, DMSO-d¢): & = 149.59, 149.06 ppm.

MS (ESI): m/z (%) gefunden: 968.6 (100) [M]*, berechnet: 968.4.

MS (MALDI-TOF): gefunden: m/z = 845.3, 899.6 Hydrolyseprodukte
(C47H49N308PS™, CsoHs52N40sPS™) von 8 in Methanol.

(9) (S)-Prop-2-ynyl 3-(bis(4-methoxyphenyl)-
(phenyl)methoxy)-2-hydroxypropylcarbamat

o ®

/\O)J\H o O & CoraeNOs

OH MG: 475.53 g/mol

/O

2-Propin-1-ol (40 pL, 700 pmol) wurde in 5 mL DMF gel6ést. Es wurden 12 mg
(700 umol)  1,1-Carbonyldiimidazol zugefiigt und die Reaktionslésung bei
Raumtemperatur 3 Stunden geriihrt. AnschlieBend wurden 268 mg (700 pmol) (5)-1-
amino-3-(bis(4-methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)propan-2-ol 3 zugefiigt und flr
weitere 24 Stunden bei Raumtemperatur gerihrt. Das Rohprodukt wurde bis zur
Trockene eingeengt und Uber Flash-Saulenchromatographie aufgereinigt (CH,Cly,
0.1 % NEt3). Man erhielt einen gelben Feststoff (76 %).
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DC (CH,Cl,/MeOH 100:2) Rs= 0.3.

'H-NMR (300 MHz, Aceton-ds): & (ppm) = 7.51 - 7.48 ppm (m, 2H, arom. DMT),
7.37 - 7.28 (m, 7H, arom. DMT), 6.89 - 6.86 (m, 4H, arom. DMT), 6.26 (m, 1H, NH),
4.64 (d, J= 2.47 Hz, 2H, CH,CCH), 4.17 (d, J= 5.21 Hz, 1H, OH), 3.92 - 3.86 (m,
1H, CH,CHCHy), 3.79 (s, 6H, OMe), 3.45 - 3.37 (m, 1H, CH,CHCH,), 3.22 - 3.15 (m,
1H, CH,CHCHy), 3.13 - 3.05 (m, 2H, CH,CHCH,), 2.98 (t, /= 2.47 Hz, 1H, CCH).

MS (FAB): m/z (%) gefunden: 303.1 (100) [DMT]*, 475.5 [MH*], berechnet: 476.2.

HRMS (FAB): gefunden: 476.2085, berechnet: 476.2073.

(10) (2S)-3-(bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-2-((2-
cyanoethoxy)(di/sopropylamino)methoxy)propylcarbamat

Ca7H4eN307P
/\O)J\”/Y\O O o\ MG: 675.75 g/mol
0]

350 mg (0.74 mmol) (S)-Prop-2-ynyl-3-(bis(4-methoxyphenyl)-(phenyl)-methoxy)-2-
hydroxy-propyl-carbamate 9 wurden unter Argonatmosphdre in 5 mL trockenem
CH,Cl, gel6st. Es wurden 380 pL (2.21 mmol) trockenes Ethyldi/sopropylamine und
181 pL (0.81 mmol) 2-cyanoethyl-N, Mi/sopropylchlorophosphoramidite zugegeben
und die Reaktionsldsung bei Raumtemperatur drei Stunden gerlhrt. Die
Reaktionslésung wurde mit frisch zubereiteter gesattigter NaHCO; gewaschen, Uber
Na,SO4 getrocknet und anschlieBend bis zur Trockene eingeengt. Das Rohprodukt
wurde mittels FlasA-Saulenchromatographie gereinigt (CH,Cl,/MeOH 100:2, 0.1 %
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('PP,NEt). Der in 80 % Ausbeute entstehende gelbe Schaum wurde in 6.1 mL

trockenem MeCN gel6st und direkt fiir die automatisierte DNA Synthese eingesetzt.
DC (CH,Cl,/MeOH 100:2): Rs= 0.6.

'H-NMR (300 MHz, C3D¢0-ds): & (ppm) = 7.46 - 7.49 (m, 2H, arom.), 7.25 - 7.35
(m, 7H, arom.), 6.83 - 6.88 (m, 4H, arom.), 6.20 (m, 1H, NH), 4.60 (dd, J = 2.47 Hz,
CH2=), 4.10 (m, 1H), 3.75 (s, 6H, 2*OMe), 3.85 (m, 1H), 3.61 (m, 2H), 3.54 (m,
1H), 3.36 (m, 1H), 3.22 (m, 1H), 3.07 (m, 1H), 2.95 (m, 1H), 2.76 (m, 2H), 2.58 (t,
J=6.04 Hz, 1H, =H), 1.06 - 1.19 (m, 12H, 4*Me (Prop)).

31p-NMR (121 MHz, Aceton-dg): & = 150.6 ppm.

(11) Tris((1-benzyl-1H-1,2,3-triazol-4-yl)methyl)amin

()

N
C3oH30N10

/
f
(; N/\[N\\ MG: 530.63 g/mol
\ N
/
N N
N /W)
N=N i >

Es wurden 730 mg (5.56 mmol) Tripropargylamin, 3.325 g (25 mmol) Benzylazid,
647 L (5.56 mmol) 2,6-Lutidin, 208 mg (1-5 mol%) CuSO, (gel6st in Wasser) und
661 mg (10-20 mol%) Natriumascorbat (geldst in Wasser) zusammengegeben und in
Acetonitril geldst. Es entstehen zwei Phasen, die wahrend drei Tagen bei
Raumtemperatur heftig gerihrt wurden. Die Phasentrennung hebt sich auf, das
Rohprodukt wurde bis zur Trockene am Rotationsverdampfer eingeengt und

anschlieBend Uber Saulenchromatographie gereinigt (SiO,, CH,Cl,, 5 % MeOH).
DC (CH,Cl;/MeOH 9:1): R,= 0.7.
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'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): 8 (ppm) = 8.10 (s, 3H, =CHN-), 7.39 — 7.31 (m, 9H,
arom.), 7.29 — 7.26 (m, 6H, arom.), 5.59 (s, 6H, Ph-CH,), 3.62 (br. s, 6H, N-CH,).

MS (ESI): m/z (%) gefunden: 531.3 (100) [M]*, berechnet: 530.64.

(12) (R)-N-(2,3-Dihydroxypropyl)-2,2,2-trifluoroacetamid

)J\ CsHgF3sNO
NN 5M18h 3 3
r OH MG: 187.12 g/mol
OH

Die Reaktion wurde unter Stickstoffatmosphare durchgeftihrt. 1.35 g (2.85 mmol)
(R)-1-Amino-propan-2,3-diol wurden in einen 100 mL Rundkolben gegeben und in
6.4 mL Trifluoressigsduremethylester geldst. Die Reaktionslésung wurde ber Nacht
bei Raumtemperatur gerthrt und am nachsten Tag bis zur Trockene am
Rotationsverdampfer***! eingeengt. Das Produkt wurde dreimal mit je 30 mL Toluol
koevaporiert und anschlieBend an der Hochvakuumpumpe getrocknet. Man erhielt
2.52 g (90.9 % d. Th.) einer farblosen, stark viskosen Fliissigkeit.

1H-NMR (300 MHz, DMSO-d¢): & (ppm) = 9.30 (s, 1H, NH), 4.75 (bs, 2H, OH), 3.58
(m, 1H, CHOH), 3.30 (m, 1H, CH,NH), 3.26 (m, 2H, CH,OH), 3.09 (m, 1H, CH,NH).

13C_NMR (75.4 MHz, DMSO-dg): & (ppm) = 156.4 (q, J = 36 Hz, CO), 116.2 (q,
J = 288 Hz, CF3), 69.6 (CHOH), 64.1 (CH,OH), 43.2 (CH,NH).
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(13) (R)-N-(3-(bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-2-
hydroxypropyl)-2,2,2-trifluoroacetamid

CoHo6F3NO5
F3C)J\N/\-/\o O N MG: 489.48 g/mol

2.52 g (13.5 mmol) (R)-N-(2,3-Dihydroxy-propyl)-trifluoracetamid 12 wurden in
einer Losung aus 70 mL Tetrahydrofuran und 3.5 mL (25.2 mmol) Triethylamin
gelést. Unter Rihren wurden portionsweise 4.8 g (13.5 mmol) 4,4-
Dimethoxytriphenylmethylchlorid zur Losung gegeben. Es wurde mit Argon
Uberschichtet und 12 h bei Raumtemperatur gerihrt. Durch Zugabe von 1.5 mL
Methanol und einer Stunde Rihren bei Raumtemperatur wurde die Reaktion
abgebrochen. AnschlieBend wurde die Reaktionslésung am Rotationsverdampfer bis
zur Trockene eingeengt. Der Riickstand wurde in 100 mL Essigsdureethylester geldst
und dreimal mit je 70 mL gesattigter Natriumhydrogencarbonatlésung und
anschlieBend zweimal mit je 70 mL Wasser gewaschen. Die wassrige Phase sollte
einen pH-Wert zwischen 7 und 8 haben. Das Produkt wurde Uber Natriumsulfat
getrocknet, abfiltriert und am Rotationsverdampfer bis zur Trockene eingeengt.
AnschlieBend wurde unter Hochvakuum getrocknet. Man erhielt 5.8 g (86.6 % d.

Th.) einer farblosen, stark viskosen Fliissigkeit.
DC (DCM/MeOH 100:2) R¢= 0.33.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 9.30 (s, 1H, NH), 7.39 (m, 2H, arom.),
7.31 — 7.18 (m, 7H, arom.), 6.86 (m, 4H, arom.), 5.11 (s, 1H, OH), 3.82 (m, 1H,
CHOH), 3.72 (s, 6H, OCH3), 3.37 (m, 1H, CH,NH), 3.15 (m, 1H, CH,NH), 2.96 (m,
1H, CH,0), 2.87 (m, 1H, CH,0).
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13C-NMR (75.4 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 158.2 (arom.), 156.4 (q, J= 36 Hz, CO),
145.2, 136.1, 129.9, 129.1, 128.0, 126.8 (arom.), 116.2 (q, J= 288 Hz, CFs), 113.3
(arom.), 85.5 (OCPhs), 69.6 (CHOH), 64.1 (CH,OH), 55.2 (OCHs), 43.2 (CH,NH).

ESI-MS m/z (%): gefunden: 488.3 (100) [M-H'], berechnet: 489.48.

(14) (R)-1-Amino-3-(bis(4-
methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)propan-2-ol

! Co4H7NO4

N N0 O o MG: 393.48 g/mol
OH

Es wurden 5.8 g (1.9 mmol) (R)-N-(3-[Bis-(4-methoxy-phenyl)-phenyl-methoxy]-2-
hydroxy-propyl)-trifluoracetamid 13 in einer Mischung aus 75 mL Methanol, 75 mL
konz. Ammoniaklésung und 30 mL Tetrahydrofuran gelést und Uber Nacht bei
Raumtemperatur gerihrt. AnschlieBend wurden Methanol und Tetrahydrofuran im
Vakuum entfernt, der wassrige Riickstand dreimal mit je 150 mL Dichlormethan
extrahiert und anschlieBend die organische Phase zweimal mit 50 mL gesattigter
Natriumchloridlésung gewaschen. Das Produkt wurde (ber Natriumsulfat getrocknet
und die Loésemittel im Vakuum entfernt. Nach anschlieBender Lyophilisation

entstehen 4.44 g eines weiBen Schaums in 94.5 % Ausbeute.

'H-NMR (300 MHz, DMSO-ds): & (ppm) = 7.39 (m, 2H, arom.), 7.31 — 7.17 (m, 7H,
arom.), 6.87 (m, 4H, arom.), 4.67 (bs, 1H, OH), 3.72 (s, 6H, OCHs), 3.56 (m, 1H,
CHOH) 3.30 (bs, 2H, NH), 2.93 (m, 1H, CH;0), 2.83 (m, 1H, CH;0), 2.66 (m, 1H,
CH,NH), 2.45 (m, 1H, CH.NH).
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13C_.NMR (75.4 MHz, DMSO-dg): & (ppm) = 158.2, 145.4, 136.1, 129.9, 129.1,
128.0, 126.8, 113.3 (arom.), 85.3 (OCPhs), 71.5 (CHOH), 65.9 (CH,0), 55.2 (OCH;),
43.2 (CH,NH).

ESI-MS m/z (%): gefunden: 303.0 (100) [DMT"], 787.5 [2MH"], berechnet: 393.48.

CI-MS m/z (%): gefunden: 92.0 [M-DMT'], 303.0 (100) [DMT'], 393.0 [M],
berechnet: 393.48.

(15) (R)-Prop-2-ynyl 3-(bis(4-methoxyphenyl)-
(phenyl)methoxy)-2-hydroxypropylcarbamat

)J\ /

P

= 0 N~ Y 0 O o C2gH29NOg
//\ H MG: 475.53 g/mol

2-Propin-1-ol (40 pL, 700 pmol) wurde in 5 mL DMF gel6ést. Es wurden 12 mg
(700 umol)  1,1-Carbonyldiimidazol zugefiigt und die Reaktionslésung bei
Raumtemperatur 3 Stunden gerihrt. AnschlieBend wurden 268 mg (700 umol) (R)-1-
Amino-3-(bis(4-methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)propan-2-ol 14 zugefligt und fir
weitere 24 Stunden bei Raumtemperatur gerlihrt. Das Rohprodukt wurde bis zur
Trockene eingeengt und Uber Flash-Saulenchromatographie aufgereinigt (CH,Cly,

0.1 % NEt3). Man erhielt einen gelben Feststoff (76 %).

DC (CH,Cl,/MeOH=100:2) R; = 0.3.

183



Experimenteller Teil

'H-NMR (300 MHz, [ds]-Aceton): & = 7.51 — 7.48 ppm (m, 2H, arom. DMT), 7.37 —
7.28 (m, 7H, arom. DMT), 6.89 — 6.86 (m, 4H, arom. DMT), 6.26 (m, 1H, NH), 4.64
(d, 7= 2.47 Hz, 2H, CH,CCH), 4.17 (d, J = 5.21 Hz, 1H, OH), 3.92 — 3.86 (m, 1H,
H,CHCH,), 3.79 (s, 6H, OMe), 3.45 — 3.37 (m, 1H, CH,CHCH), 3.22 — 3.15 (m, 1H,
CH,CHCHy), 3.13 — 3.05 (m, 2H, CH,CHCHy), 2.98 (t, J = 2.47 Hz, 1H, CCH).

MS (FAB) m/z (%): 303.1 (100) [DMT]", 475,5 [MH*].

HRMS (FAB) gefunden: 476.2085, berechnet: CsH3oNOs [MH]: 476.2073.

(16) (2R)-3-(bis(4-Methoxyphenyl)(phenyl)methoxy)-2-((2-
cyanoethoxy)(diisopropylamino)methoxy)propylcarbamat

C37H46N307P
/\o)ku/\/\o O o\ MG: 675.75 g/mol

0
NC/\/ \Fl/ O

350 mg (0.74 mmol) (R)-prop-2-ynyl-3-(bis(4-methoxyphenyl)-(phenyl)-methoxy)-2-
hydroxy-propyl-carbamate 15 wurden unter Argonatmosphdre in 5 mL trockenem
CHyCl, gelést. Es wurden 380 pL (2.21 mmol) trockenes Ethyldi/sopropylamine und
181 pL (0.81 mmol) 2-Cyanoethyl-N, N-diisopropylchlorophosphoramidit zugegeben
und die Reaktionslosung bei Raumtemperatur drei Stunden gerihrt. Die
Reaktionslésung wurde mit frisch zubereiteter gesattigter NaHCO; gewaschen, Uber
Na,SO4 getrocknet und anschlieBend bis zur Trockene eingeengt. Das Rohprodukt
wurde mittels FlasA-Saulenchromatographie gereinigt (CH,Cl,/MeOH 100:2, 0.1 %
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('PP,NEt). Der in 80 % Ausbeute entstehende gelbe Schaum wurde in 6.1 mL

trockenem MeCN gel6st und direkt fiir die automatisierte DNA Synthese eingesetzt.

DC (CH,Cl,/MeOH=100:2): Rs = 0.6.

'H-NMR (300 MHz, [d¢]-CsD¢O): & = 1.06 — 1.19(m, 12H, 4*Me (Prop)), 2.58 (t,
J= 6.04 Hz, 1H, =H), 2.76 (m, 2H), 2.95 (m, 1H), 3.07 (m, 1H), 3.22 (m, 1H), 3.36
(m, 1H), 3.54 (m, 1H), 3.61 (m, 2H), 3.85 (m, 1H), 3.75 (s, 6H, 2*OMe), 4.10 (m,
1H), 4.60 (dd, J = 2.47 Hz, CH,=), 6.20 (m, 1H, NH), 6.83 — 6.88 (m, 4H, arom.),
7.25-7.35 (m, 7H, arom.), 7.46 — 7.49 (m, 2H, arom.).

31p-NMR (121 MHz, [ds]-Aceton): = 150.6.
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9.3 DNA Synthesen

9.3.1. Kopplungsprotokolle

Die Nukleotidsynthesen erfolgten an einem PerSeptive Expedite 8909
Syntheseautomaten von Applied Biosystems (ABI). Alle Reagenzien zum Betrieb des
Automaten wurden entweder von Proligo, ABI oder GlenResearch bezogen, das Gerat
wurde unter Argon als Schutzgasatmosphare betrieben. Als Tragermaterial dienten
CPG-S&ulen mit 500 A PorengréBe und 1 pmol Belegung (ABI). Die 5'-terminale DMT-
Schutzgruppe wurde an samtlichen DNA-Strangen durch den Syntheseautomaten
abgespalten ({rityl-of-Synthese). Artifizielle DNA-Bausteine wurden in Acetonitril
(amidite diluent) aufgenommen und als 0.1 M Ldsung in den Syntheseautomaten

eingesetzt.

Der Syntheseautomat fordert Flissigkeiten aus seinen Reservoirs in Pulsen zu je
16 pL durch die ReaktionsgefaBe. Ein Kopplungsprotokoll besteht aus Einzelschritten,
die die geférderte Substanz, die Zahl der Pulse und die Zeitdauer (in Sekunden) des
Schrittes festlegen. Eine Zeitdauer von 0 bedeutet ein schnellstmégliches
Durchlaufen des Einzelschrittes. Ein Standardkopplungsprotokoll wird nachfolgend
gezeigt, fur den Einbau artifizieller Bausteine wird dieses nur im Bereich ,$ Coupling®

verandert. Unmarkierte DNA-Sequenzen wurden von der Firma Metabion geordert.

Dblk: 3 % Dichloressigsaure in Dichlormethan
Wsh: Acetonitril
Act: 0.45 M Tetrazol in Acetonitril

Caps: Acetanhydrid in THF / Pyridin (Cap A) und N-Methylimidazol in THF /
Pyridin (CapB)
Ox: Iod in Wasser / THF/ Pyridin
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Tabelle 9-3: Standardkopplungsprotokoll zum Einbau von Adenosin in DNA.

Codierung Funktion Modus Menge / Argl Zeit / Arg2
$ Deblocking

24 Index Fract. Coll. NA 0
0 Default WAIT 0 1.5
21 Trityl Mon. On/Off NA 1 1
16 Dblk PULSE 10 0
16 Dblk PULSE 50 49
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0
21 Trityl Mon. On/Off NA 0 1
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0
24 Index Fract. Coll. NA 2 0
$ Coupling

1 Wsh PULSE 5 0
2 Act PULSE 5 0
18 A + Act PULSE 5 0
18 A+ Act PULSE 2 16
2 Act PULSE 3 24
1 Wsh PULSE 7 56
1 Wsh PULSE 8 0
$ Capping

12 Wsh A PULSE 20 0
13 Caps PULSE 0
12 Wsh A PULSE 15
12 Wsh A PULSE 0
$ Oxidizing

15 Ox PULSE 15 0
12 Wsh A PULSE 15 0
$ Capping

13 Caps PULSE 7 0
12 Wsh A PULSE 30 0
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Zur Synthese Thiazol Orange bzw. Acetylen modifizierter Oligonukleotide wurde

folgendes Protokoll verwendet:

Tabelle 9-4: Modifiziertes Protokoll zum Einbau des Thiazol-Orange-Phosphoramidits 8.

Codierung Funktion Modus Menge / Argl Zeit / Arg2
$ Coupling

1 Wsh PULSE 5

2 Act PULSE 7

23 6 + Act PULSE 6 0
23 6 + Act PULSE 2 500
2 Act PULSE 3 300
23 6 + Act PULSE 3 50
23 6 + Act PULSE 1 500
2 Act PULSE 3 300
1 Wsh PULSE 7 200
1 Wsh PULSE 30

2 Act PULSE 7

23 6 + Act PULSE 6

23 6 + Act PULSE 2 500
2 Act PULSE 3 300
23 6 + Act PULSE 3 50
23 6 + Act PULSE 1 500
2 Act PULSE 3 300
1 Wsh PULSE 7 200
1 Wsh PULSE 15 0

Die Kopplungszeit wurde auf 61 min ausgedehnt, dabei wurde nach der Halfte der

Zeit die Phosphoramidit- und Aktivatorlésung erneuert.

9.3.2. Reinigung und Aufarbeitung

Aufarbeitung

Die CPG-Saulen wurden im Hochvakuum getrocknet. Die KunststoffgefaBe wurden
getffnet, das CPG-Granulat wurde in ein Eppendorf-ReaktionsgefaB uberfihrt und
mit 700 pL konzentrierter Ammoniaklésung (>25 %, trace select, Fluka) versetzt. Die

Deckel wurden mit Kunststoffkappen gesichert und es wurde mindestens 10 h auf 55
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°C erhitzt. Im Falle von 3-modifizierten Sequenzen, die mit Hilfe eines , Universal
CPG" der Firma Proligo synthetisiert worden sind, wurde zur Entschitzung des
Oligonukleotids konz. Ammoniak / 0.5 M Natriumchlorid Lésung (5/1, v/v), bei 75 °C
fur 6 Stunden zugegeben. Nach dem Abkihlen wurde das CPG mittels
Zentrifugenfilter abgetrennt und mit 300 pL Wasser gewaschen. Das Ammoniak der
vereinigten Filtrate wurden in einem Vakuumkonzentrator Christ Alpha RVC (30 min,
Heizung 25 min, 35 °C, 100 mbar) entfernt, in fliissigem Stickstoff ausgefroren und
lyophilisiert. Die gefriergetrockneten Proben wurden in 300 gL Wasser aufgenommen
und Uber HPLC gereinigt, Identifikation erfolgte mittels ESI-MS.

Konzentrationsbestimmung
Die Konzentration einer DNA-Stammldésung wurde Uber die Absorption bei
A =260 nm bestimmt (Lambert-Beersches Gesetz). Dazu wurden 5 pL der

Stammlésung mit 995 pL Wasser verdiinnt und die Absorption bei 260 nm bestimmt.

Der Extinktionskoeffizient €49 eines unmodifizierten DNA-Oligonukleotids errechnet

sich nach:

€=(A*£A+C*€c+G*EG+T*£T)*0.9

A, C, G, T: Anzahl der entsprechenden Nukleobasen A, C, G, T

ea = 15400 L mol™* cm?,
gc = 7 300 L molt cm?,
£ = 11 700 L mol* cm™,

ger = 8800 L molt cm™.

Fir artifizielle Nukleobasen wurden folgende Extinktionskoeffizienten zur Berechnung

verwendet:

Thiazol Orange €260 = 9 400 L mol™ cm™® 3%

Nilblau €260 = 12 090 L mol™* cm™134!
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Duplexhybridisierung

Der modifiziert Einzelstrang wurde mit 1.2 eq. des (un-)modifizierten Gegenstrang in
10 mM Natriumphosphatpuffer und 250 mM Natriumchloridlésung 10 min auf 90 °C
erhitzt und langsam abgekihlt.

Fotos der angeregten DNA-LGsungen

Die DNA-Lésungen wurden mit einer herkdmmlichen UV-Lampe bei einer
Wellenldange von 254 nm angeregt und mit einer Finepix F30 Kamera von Fujifilm

fotografiert.

9.3.3. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide

Monomer - Dimer - Vergleich

DNA1: 3"-CAG-TCA-GTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA2: 5'-GTC-AGT-CAA-CTG-CAT-GC-3’
DNA3: 3"-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA2: 5'-GTC-AGT-CAA-CTG-CAT-GC-3’
DNA3: 3’-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'

Tabelle 9-5:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA3 und DNA4.

DNA  &0nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA3 164 900 5407.45 1802.2 [M*-4H*]*; 1351.3 [M*-5H*]*
DNA4 159 000 5398.44 1798.8 [M-3H*1*; 1349.2 [M-4H*]*
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Tabelle 9-6:  Charakteristische Daten der Monomer- und Dimerduplexe.

DNA Flnax/NM  T/NS ® Rer (FIs33nm/ FIsgsnm) Tm/*C Tm/*C
[260 nm] [508 nm]

DNA3-2 530 231 0.22 2.54 65.5

DNA3-4 585 3.10  0.08 0.15 69.4 70.5

Gegenbasenvariationen

DNA3: 3"-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3’
DNAS: 3"-CAG-TCA-TOAT-GAC-GTA-CG-5’
DNAG6: 5-GTC-AGT-ATOA-CTG-CAT-GC-3’
DNA7Z: 3'-CAG-TCA-TOCT-GAC-GTA-CG-5’
DNAS: 5-GTC-AGT-CTOA-CTG-CAT-GC-3’
DNA9: 3"-CAG-TCA-TOGT-GAC-GTA-CG-5
DNA10O: 5-GTC-AGT-GTOA-CTG-CAT-GC-3’

Tabelle 9-7: Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA3, DNA4 bis DNA10.

DNA €60nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA3 159 000 5407.45 1802.2 [M*-4H*T*; 1351.3 [M*-5H*]*
DNA4 164 900 5398.44 1798.8 [M-3H']*-; 1349.2 [M-4H'T*
DNA5 164 900 5416.46 1352.9 [M-4H*]*; 1805.4 [M-3H*]*
DNA6 170 900 5407.45 1351.0 [M-4H*1*; 1802.0 [M-3H*]>
DNA7 157 600 5392.45 1347.3 [M-4H']*; 1796.5 [M-3H*]*
DNAS 163 600 5383.44 1345.0 [M-4H*1*; 1793.7 [M-3H*' >
DNA9 161 600 5432.46 1359.2 [M-4H*T*

DNA10 167 500 5423.45 1084.0 [M-5H*T>
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Tabelle 9-8:  Charakteristische Daten der Duplexe zur Evaluation der Gegenbasenabhangigkeit des

TO-Dimers.
DNA Floax/nm @  Rg (FIssznm/FIsssnm) Tm/°C[260 nm] T.,/°C [508 nm]
DNA3-4 585 0.08 0.15 69.4 70.5
DNA5-6 578 0.16 0.49 67.3 62.5
DNA7-8 587 0.20 0.21 69.8 65.5
DNA9-10 569 0.17 0.78 66.3 64.5

Nachbarbasenvariationen

DNA3: 3"-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'
DNA11: 3’-CAG-TCG-TOTC-GAC-GTA-CG-5’
DNA12: 5-GTC-AGC-TTOG-CTG-CAT-GC-3'
DNA13: 3'-CAG-TCA-TOTA-GAC-GTA-CG-5’
DNA14: 5-GTC-AGT-TTOT-CTG-CAT-GC-3'
DNA15: 3’-CAG-TCC-TOTC-GAC-GTA-CG-5’
DNA16: 5-GTC-AGG-TTOG-CTG-CAT-GC-3'

Tabelle 9-9: Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA3, DNA4 und DNA11
bis DNA16.

DNA €260nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA3 159 000 5407.45 1802.2 [M*-4H*]*; 1351.3 [M*-5H*]*
DNA4 164 900 5398.44 1798.8 [M-3H*T*-; 1349.2 [M-4H*]*
DNA11 154 300 5408.45 1802.1 [M-3H*1*1351.2 [M-4H+]*
DNA12 160 200 5399.44 1799.1 [M-3H*]*;1349.1 [M-4H*T*
DNA13 153 000 5416.46 1804.8 [M-3H*]*;1353.2 [M-4H*]*
DNA14 170 900 5389.43 1795.7 [M-3H'T*; 1346.5 [M-4H*]*
DNA15 158 300 5368.44 1751.3 [M-2H*1%; 11666. [M-3H'T>
DNA16 156 300 5439.44 18126. [M-3H*]*; 13591. [M-4H*T*
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Tabelle 9-10:  Charakteristische Daten der Duplexe zur Evaluation der Nachbarbasenabhangigkeit
des TO-Dimers.

DNA FInax/NM  Rep (FIssznm/FIsgsnm) Tm/°C[260 nm] T,,/°C[507 nm]
DNA3-4 585 0.15 69.4 70.5
DNA11-12 594 0.16 72.7 71.0
DNA13-14 593 0.18 67.8 67.2
DNA15-16 588 0.45 72.4 69.6

Paraleller Dimer

DNA3:
DNA4:

DNA17.
DNA1S:

DNA19:
DNA20.:

DNA21.
DNA1S:

DNA22:
DNA20:

3"-CAG-TCA-TOTT-GAC-GTA-CG-5’
5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3'

3-CAG-TCA-TO-TO-TTG-ACG-TAC-5’
5-GTC-AGT---T--T--AAC-TGC-ATG-3'

3’-CAG-TCC-TO-TO-GTG-ACG-TAC-5’
5-GTC-AGG---T--T--CAC-TGC-ATG-3'

3-CAG-TCA-TO-TO'-TTG-ACG-TAC-5'
5-GTC-AGT---T--T---AAC-TGC-ATG-3'

3-CAG-TCC-TO-TO'-GTG-ACG-TAC-5’
5-GTC-AGG---T--T---CAC-TGC-ATG-3'

Tabelle 9-11:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA3, DNA4 und DNA17,
DNA19, DNA21 und DNA22.

DNA €260nm/ M lcm™

Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA3 159 000
DNA4 164 900
DNA17 163 800
DNA19 159 100

DNA21 163 800
DNA22 159 100

5407.45
5398.44
5606.98
5607.97
5606.98
5606.97

1802.2 [M*-4H*1*; 1351.3 [M*-5H*]*
1798.8 [M-3H*]*-; 1349.2 [M-4H*]*
1868.3 [M-3H*]*; 2006. [M-4H*T*
1868.6 [M-3H*]*; 201.3 [M-4H*]*
1868.1 [M-3H*T*; 200.5 [M-4H*]*
1868.2 [M-3H*]*; 200.8 [M-4H*T*
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Tabelle 9-12:  Charakteristische Daten der Duplexe zur Untersuchung einer parallelen Anordnung
der TO Chromophore.
DNA Flmax/NM @  Rep (FIsszam/FIsgsnm) T/ °C [260 nm]
DNA3-4 585 0.08 0.15 69.4
DNA17-18 546 0.04 1.20 60.5
DNA19-20 542 0.05 1.44 65.0
DNA21-18 558 1.08 59.5
DNA22-20 564 0.80 66.4
,Split Probe”
DNA17: 3’-CAG-TCA-TO-TO-TTG-ACG-TAC-5’
DNA1S: 5-GTC-AGT---T--T--AAC-TGC-ATG-3’
DNA23a: 3'-CAG-TCA-GTTO TO-GAC-GTA-CG-5" DNA23b
DNA24: 5-GTC-AGT-CA--T----T--CTG-CAT-GC-3" (N+0)
DNA25: 5-GTC-AGT-CA--T-A-T--CTG-CAT-GC-3" (N+1)
DNA26: 5-GTC-AGT-CA--T-------- CTG-CAT-GC-3" (N-1)
DNA27: 5-GTC-AGT-CA------------ CTG-CAT-GC-3" (N-2)
DNA28: 5-GTC-AGT-CA-------------- TG-CAT-GC-3" (N-3)
Tabelle 9-13:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA17, DNA23a und
DNA23b.
DNA €60nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
DNA17 163 800 5606.98 1868.3 [M-3H*T*; 2006. [M-4H*]*
DNA23a 87 200 2937.04 267.6 [M-2H'T*
DNA23b 97 700 2962.04 280.2 [M-2H*]*
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Tabelle 9-14:  Charakteristische Daten der Split-Probe-Duplexe.
DNA FLnax/nm  Rg (FIsssnm/FIsssnm) Tm/°C [260 nm]
DNA17-18 546 1.20 60.5
DNA23a-23b-24 542 1.34 52.0
DNA23a-23b-25 538 1.49 50.0
DNA23a-23b-26 535 1.58 53.0
DNA23a-23b-27 534 1.63 54.5
DNA23a-23b-28 533 1.98 48.4

SNP-Detektion
5'-TG-CAT-GCA-TOATO-ACT-GAC-3’

DNA34.
DNA35:
DNA36:
DNA37:
DNA3S8:
DNA39:

DNAA40:
DNA39:

Tabelle 9-15:

3’-AC-GTA-CGT---C-
3’-AC-GTA-CGT---C-
3’-AC-GTA-CGT---C-
3’-AC-GTA-CGT---C-
3-AC-GTA-CGT---C

-C--TGA-CTG-5’
-C--TGA-CTG-5’
-C--TGA-CTG-5’
-C--TGA-CTG-5’
C--TGA-CTG-5’

5-TG-CAT-GCA-TOATO’'-ACT-GAC-3'

3’-AC-GTA-CGT--C

C---TGA-CTG-5’

Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA34 und DNA40.

DNA €260nm/Mcm™

Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA34
DNA40

169 700 5615.99

169 700 5615.99

1871.2 [M**-5H*]*; 203.1 [M**-6H*]*
1871.4 [M-3H*]*
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Tabelle 9-16:

Charakteristische Daten der Duplexe zur Detektion von SNP.
DNA FImax/NM  Rer (FIszznm/ Flsgsnm)
DNA34-35 541 1.40
DNA34-36 535 1.63
DNA34-37 538 1.57
DNA34-38 542 1.33
DNA34-39 543 1.28
DNA40-39 535 1.82

Molecular Beacon

DNAA4: 3-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5’

DNA4: 5-GTC-AGT-TTOA-CTG-CAT-GC-3’

DNA4: 3-CGT-ACG-TCA-TOTT-GAC-TG-5’

DNA41: 5'-GCA-TGC-AGT--C-AA-CTG-AC-3’

DNA42: 3-GTC-ATOT-TGA-CCG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5’

DNAA41.: 5'-GC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-3’

DNAA43: 5’-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-3'

DNAA44: 5'-CAG-T-T-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-T-A-ACT-G-3’

DNA45: 5’-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3’

DNA46: 5’-A-ACT-GGC-ATG-CAG-ACA-ACT-GAC-CAG-T-3’

DNA47: 5'-A-ACT-GGC-ATG-CAG-CCA-ACT-GAC-CAG-T-3'

DNAA4S8: 5'-A-ACT-GGC-ATG-CAG-GCA-ACT-GAC-CAG-T-3'

Tabelle 9-17:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen des Oligonukleotids DNA42.
DNA €60nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
DNA42 350 300 11804.99 2360.3 [M-5H*]>; 1966.8 [M-6H*1*
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Tabelle 9-18:

Stem-Variationen

Charakteristische Daten der Duplexe zur Entwicklung eines Molecular Beacons.

DNA FImax/NM  Rer (FIsaznm/ FIsgsnm)
DNA42 580 0.16
DNA42-41 575 0.78
DNA42-43 531 2.21
DNA42-44 533 1.99
DNA42-45 535 1.72
DNA42-46 582 0.37
DNA42-47 580 0.39
DNA42-48 578 0.48

DNA42: 3-GTC-ATOT-TGA-CCG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5'
DNAA45: 5-A-ACT-GGC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3’
DNA49: 3’-GTC-ATOT-TGA-CTG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-GTC-ATOT-TGA-C-5'
DNA5O: 5’-A-ACT-GAC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-CAG-T-3’
DNA51: 3'-TCA-TOTT-GAC-TGT-ACG-TCA-GTT-GAC-TGA-TCA-TOTT-GA-5’
DNA52: 5'-AA-CTG-ACA-TGC-AGT-CAA-CTG-ACT-AGT-3’
DNA53: 3-C-ATOT-TGG-CTG-TAC-GTC-AGT-TGA-CTG-ATC-ATOT-TG-5’
DNA54: 5'-A-ACC-GAC-ATG-CAG-TCA-ACT-GAC-TAG-T-3’
Tabelle 9-19:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA42, DNA49, DNA51
und DNAS3.
DNA €260nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
DNA42 350 300 11804.99 2360.3 [M-5H*]>; 1966.8 [M-6H*1*
DNA49 351 600 11819.99 2363.1 [M*-6H*]>; 1969.2 [M*-7H*]®
DNA51 337 900 11185.90 2236.4 [M*-6H*]>; 1863.7 [M*-7H*]®
DNAS3 312 700 10584.79 2116.1 [M*-6H*]>; 1763.2 [M*-7H*]®
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Tabelle 9-20:  Charakteristische Daten der Haarnadeln und der entsprechenden Duplexe zur
Evaluierung der geeigneten Stammlange eines Molecular Beacons.

DNA FImax/NM  Rer (FIsssom/FIsssnm) Tm/°C [260 nm] Tn/°C [508 nm]
DNA42 580 0.16 77.0 76.0
DNA42-45 535 1.72 52.0, 83.0 -
DNA49 585 0.22 71.0 70.0
DNA49-50 534 1.65 79.5 -
DNA51 571 0.78 67.1 65.1
DNA51-52 532 1.93 77.5 -
DNA53 571 0.78 59.1 59.2
DNA53-54 533 1.93 78.0 -

Double Beacons

DNA55: 3'-TCA-TOTTO-TAC-GTA-CGT-CAG-TTG-ACT-GTTO-TTOT-TGA-5’
DNA56.: 5'-ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CA-3’
DNA57: 5-AGT-T--A-T---ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CAT—A-TA-ACT-3’

DNA58: 3'-CATO-TTTO-TAC-GTA-CGT-CAG-TTG-ACT-GTTO-TATO-TTG-5’

DNA56: 5'-ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CA-3’
DNA59: 5-GT-T--AA-T--ATG-CAT-GCA-GTC-AAC-TGA-CAT—AT-T--AAC-3'

Tabelle 9-21:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA55 und DNASS.

DNA €60nm/M™cm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA55 311 800 10998.83 2198.8 [M-5H*]>; 1832.1 [M-6H*]*
DNA5S 311 800 10998.83 2198.4 [M-5H*]>; 1832.0 [M-6H*]*
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Tabelle 9-22:  Charakteristische Daten der Duplexe und Haarnadeln zur Evaluierung einer méglichen
Doppelmarkierung eines Molecular Beacons mit dem TO-Dimer.

DNA I:Imax/“r“ RFI (F1533nm/F1585nm) Tm/°C [260 nm] Tm/°C [508 nm]
DNAS55 561 0.90 67.4 66.1
DNAS55-56 547 1.20 76.6 -

DNAS5-57 559 1.06 - -

DNA5S8 568 0.65 64.0 68.0
DNA58-56 554 1.16 75.5 -

DNA58-59 535 1.38 - -

Chromophorenstapel

DNA29: 3'-CAG-TCA-TOTA-TAT-GTA-CG-5'

DNA30: 5'-GTC-AGT-TTOT-ATA-CAT-GC-3'

DNA31: 3'-CAG-TCA-TOTTO-TAT-GTA-CG-5’

DNA30: 5'-GTC-AGT--TTOT--ATA-CAT-GC-3’

DNA31: 3'-CAG-TCA-TOTTOT--AT-GTA-CG-5’

DNA32: 5'-GTC-AGT--TTOTTO-TA-CAT-GC-3'

DNA33: 3’'-CAG-TCA-TOT ATTOT-GTA-CG-5’

DNA32: 5-GTC-AGT--TTOTTOTA-CAT-GC-3’

Tabelle 9-23:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA29 bis DNA33.
DNA €260nm/Mlcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
DNA29 169 600 5406.46 1801.6 [M-3H*1*; 1350.9 [M-4H*]*
DNA30 163 700 5397.44 1798.4 [M-3H*1%; 1348.6 [M-4H*]*
DNA31 165 100 5621.97 1872.7 [M-3H*T*; 204.2 [M-4H*]*
DNA32 159 200 5612.93 1869.6 [M-3H*T*; 202.1 [M-4H*]*
DNA33 165 100 5621.97 1872.9 [M-3H*]*; 204.3 [M-4H*T*
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Tabelle 9-24:  Charakteristische Daten der Duplexe zur Untersuchung eines Chromophorenstapels
aus Thiazol Orange.

DNA FImax/NM  Rep (FIszznm/FIsssnm) Tm/°C[260 nm] T, /°C[508 nm]
DNA29-30 590 0.19 58.5 58.0
DNA31-30 563 0.70 56.1/72.1 53.5
DNA31-32 563 0.83 50.6 / 70.1 48.0
DNA33-32 585 0.43 59.0 54.0

9.4 RNA Synthesen

9.4.1. Kopplungsprotokolle

Die Synthese erfolgte an einem PerSeptive Biosystems Expedite 8909 von ABI
genauso wie unter 8.3.1 beschrieben. Das Profil wurde am Gerdt von DNA auf RNA

geandert. Verwendung folgender Chemikalien, alle von Proligo:

Basen:  Fast Deprotection DMT-2'0-TBDMS-rC(tac), -rG(tac), -rA(tac), -ru Amidite

CPG: Fast Deprotection CPG rC(tac), rG(tac), rU

Act: 5-(Benzylthio)-1H-tetrazol

Caps: Fast Deprotection CapA (TacyO) in THF / Pyridin (Cap A) und N-
Methylimidazol in THF / Pyridin (CapB)
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Das Standardprotokoll flir die Kopplung einer RNA Base weist Unterschiede auf im

Vergleich zu dem eines DNA Zykluses:

Tabelle 9-25:  Standardprotokoll zum Einbau eines Adenosins in RNA.

Codierung Funktion Modus Menge / Argl Zeit / Arg2
$ Deblocking

24 Index Fract. Coll. NA 0

0 Default WAIT 0 1.5
21 Trityl Mon. On/Off NA 1 1
16 Dblk PULSE 10 0
16 Dblk PULSE 50 60 (49 bei DNA)
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0
21 trityl Mon. On/Off NA 0 1
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0
21 Index Fract. Coll. NA 2 0

$ Coupling

1 Wsh PULSE 5 0

2 Act PULSE 5

18 A+ Act PULSE 6 (5im DNA zyklus)

18 A + Act PULSE 9 (2im DNA zykius) 402
1 Wsh PULSE 8 (zuvor zusitzl. Act bei DNA) 357
1 Wsh PULSE 7 0

$ Capping

12 Wsh A PULSE 20

13 Caps PULSE 7 (8im DNA zykius)

13 Caps PULSE 6 (fehit im DNA zykius) 15
12 Wsh A PULSE 6 15
12 Wsh A PULSE 2 0

$ Oxidizing

15 Ox PULSE 20 (15 im DNA Zyklus)

12 Wsh A PULSE 15 0

$ Capping

13 Caps PULSE 7

12 Wsh A PULSE 30

Zunachst dauert der Deblocking-Schritt einer RNA-Base langer als der einer

DNA-Base. Es werden pro Kopplungszyklus 15 Pulse des Amidits statt 7 Pulse wie im
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DNA-Protokoll gepumpt. Zudem dauert ein Kopplungsschritt fiir eine RNA Base 759 s,
wohingegen die Kopplung einer DNA-Base nur 96 s dauert. Die Menge an Caps und
Oxidizer ist groBer als in einem DNA-Kopplungszyklus und das Capping dauert 15 s
langer.

Um eine mdglichst hohe Ausbeute an TO-modifizierter RNA zu erreichen, wurde

dementsprechend das Kopplungsprotokoll des Thiazol Orange Bausteins modifiziert:

Tabelle 9-26:  Modifiziertes Protokoll zum Einbau eines Thiazol-Orange-Phosphoramidits 8 in RNA.

Codierung Funktion Modus Menge / Arg1l Zeit / Arg2
$ Coupling

1 Wsh PULSE 5 0

2 Act PULSE 6 0

26 9 + Act PULSE 6 0

26 9 + Act PULSE 2 1000
26 9 + Act PULSE 2 1000
26 9 + Act PULSE 5 50

2 Act PULSE 1 1000
2 Act PULSE 3 300

1 Wsh PULSE 7 200

1 Wsh PULSE 15 0

2 Act PULSE 6 0

26 9 + Act PULSE 6 0

26 9 + Act PULSE 2 1000
26 9 + Act PULSE 2 1000
26 9 + Act PULSE 5 50

2 Act PULSE 1 1000
2 Act PULSE 3 300

1 Wsh PULSE 7 200

1 Wsh PULSE 15 0

Das Thiazol-Orange-Phosphoramidit wurde hier auf Position 9 geschraubt, die
Gesamtkopplungszeit betragt 7100 s, zusatzlich wurde der Deblocking-Schritt auf
60 s verlangert und der Capping-, Oxidizing und Washing-Schritt verlangert bzw. die

Anzahl der Pulse erhoht, so dass sie dem Standardprotokoll entsprechen.
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9.4.2. Reinigung und Aufarbeitung

Nach erfolgter RNA Synthese wurden die CPG-Sdulen im Hochvakuum getrocknet
und bei Bedarf bei -80 °C gelagert. AnschlieBend wurde das Granulat in RNase freie
Eppendorf-Cups Uberfihrt und 1 mL einer Ldésung aus 1:1 (v/v) Ammoniak
(konz.) / Methylamin zugegeben. Man lieB 20 min bei 65 °C stehen, um anschlieBend
auf Raumtemperatur abkiihlen zu lassen. Der Uberstand wurde abzentrifugiert und
die CPGs zweimal mit einer Losung aus Ethanol / Wasser (1:1 v/v) gewaschen. Die
Lésungen wurden vereinigt und lyophilisiert. Die RNA wurde in 300 pL Ethanol geldst
und wieder lyophilisiert. AnschlieBend wurden 300 pL DMSO und 300 pL
Triethylamintrihydrofluorid zugegeben und 2.5 Stunden bei 65 °C stehen gelassen.
Man lieB auf Raumtemperatur abkihlen und gab anschlieBend 1 mL
Trimethyl(propoxy)silan hinzu. Nach ca. 10 min fiel die RNA aus, der Uberstand
wurde verworfen und der Niederschlag zweimal mit kaltem Diethylether gewaschen.
Die RNA wurde lyophilisiert und anschlieBend in 700 uL Wasser geldst, um sie mittels
HPLC zu reinigen.

Die weitere Aufarbeitung erfolgte analog zur DNA-Aufarbeitung wie in Kapitel 9.3.2

beschrieben.

9.4.3. Charakterisierung der synthetisierten Oligonukleotide

DNA — RNA - Vergleich

RNA1L: 3’-CAG-UCA-GUU-GAC-GUA-CG-5’
RNA2: 5’-GUC-AGU-CAA-CUG-CAU-GC-3'
RNA3: 3’-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’
RNA2: 5"-GUC-AGU--C-AA-CUG-CAU-GC-3'
RNA3: 3"-CAG-UCA-TOUU-GAC-GUA-CG-5’
RNA4: 5’-GUC-AGU-UTOA-CUG-CAU-GC-3'
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Tabelle 9-27:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide RNA1 bis RNA4.
RNA  £600m/Micm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
RNA1 175 500 5426.29 1807.5 [M-3H*1*; 1355.4 [M-4H*]*
RNA2 171 500 5386.26 1794.2 [M-3H"1*; 1345.3 [M-4H*T*
RNA3 164 900 5609.62 1868.2 [M-3H*]*; 200.7 [M-4H*T*
RNA4 159 000 5586.58 1862.7 [M-3H"T*; 1396.9 [M-4H*]*
Tabelle 9-28:  Charakteristische Daten der RNA Duplexe zur Untersuchung des TO-Monomers und
Dimers in RNA.
RNA Flnax/Pm @  Rg (FIszznm/FIsgssnm) Tm/°C[260 nm] T,,/°C [508 nm]
RNA3-2 531 0.22 2.22 68.2 -
RNA3-4 573 0.18 0.59 67.0 67.0

EGFP — Silencing - Sequenzen

RNA5: 3-UAC-UUTO-AAG-UCC-CAG-UCG-AAC-G-5’

RNAG: 5’-G-AA-C--UUC-AGG-GUC-AGC-UUG-CCG-3'

RNA7: 3’-UAC-UUG-AAG-UCTO-CAG-UCG-AAC-G-5’

RNAG: 5’-G-AAC-UUC-AG-G--GUC-AGC-UUG-CCG-3'

RNA7: 3’-UAC-UUG-AAG-UCTO-CAG-UCG-AAC-G-5’

RNAS: 5’-G-AAC-UUC-ATOG-GUC-AGC-UUG-CCG-3’

Tabelle 9-29:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide RNA5 bis RNAS.
RNA  £60nm/Micm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden
RNA5 213 700 7184.60 2395.3 [M-3H*]*; 1796.8 [M-4H*]*
RNAG6 217 600 7033.22 2343.4 [M-3H*]*; 1757.1 [M-4H*]*
RNA7 217 700 7224.62 2408.3 [M+3H']*"; 1806.5 [M+4H"]*
RNAS 207 000 7216.60 2406.2 [M+3H*T**; 1804.4 [M+4H*T*
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Tabelle 9-30:  Charakteristische Daten der Gene-Silencing-Duplexe.

RNA I:Imax/nnl RFI (F1533nm/F1585nm) Tm/°C [260 nm]

RNA5-6 529 2.19 82.1
RNA7-6 526 2.81 78.0
RNA7-8 546 1.26 78.5
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Klick-DNA Synthesen

Die Synthese acetylenmodifizierter DNA erfolgte wie unter 8.3 ausflihrlich

beschrieben.

9.4.4. Klick-Ligation

Das Azid des Nilblau wurde gemaB Publikation synthetisiert.l** 3% Es wurden das
Azid (12 pL, 10 mM), Cu(I) (17 pL, 100 mM), TBTA (34 pL, 100 mM), alle geldst in
DMSO/'BUOH = 3:1, und Natriumascorbat (25 pL, 400 mM), in Wasser, zum
Oligonukleotid gegeben (1 pmol). Die Reaktionsmischung wurde Uber Nacht bei
Raumtemperatur mithilfe eines Rotationsverdampfers rotiert und am nachsten Tag
bis zur Trockene an einer SpeedVac eingedampft. Es wurde Natriumacetatlésung
(100 pL, 0.15 mmol) zugegeben und die Losung 1 Stunde bei Raumtemperatur
stehen gelassen. AnschlieBend wurde Ethanol zugegeben (1 mL), gevortext und bei
-20 °C uber Nacht aufbewahrt. Die Suspension wurde am nachsten Tag zentrifugiert
(13 000 rpm, 15 min) und der Uberstand verworfen. Das Pellet wurde zweimal mit
Ethanol (500 uL) gewaschen und dann in Wasser (500 pL) geldst. Vor der Reinigung
mittels HPLC wurde die DNA mit Hilfe einer NAP-5 Sdule der Firma GE Healthcare

entsalzt.

9.4.5. Charakterisierung der synthetisierten Klick-DNA-Sequenzen

Oligonukleotide, die den (S)-Klick-Linker (X) enthalten

DNA61.: 3-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
DNA62: 5'-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3’
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
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DNAG66:
DNAG67.
DNAG68S:
DNAG69.
DNA?7ZO0:

Oligonukleotide, die den (R)-Klick-Linker (X) enthalten:

DNA71.
DNA62:
DNAG63:
DNA64.
DNAG65:

DNA72:
DNA67.
DNAG68S:
DNAG69.
DNA?7ZO0:

Oligonukleotide, die das Klick-Uridin (X) enthalten:

DNA73:
DNA62.
DNAG63:
DNA64.
DNAG65:

DNA74.
DNA67.
DNAG68:
DNAG69:
DNA7Z0:

3’-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’

5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC

-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'

3-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
5'-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3’
5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’

3’-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’

5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC

-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'

3’-AGT-CAC-TTX-TTC-TGA-CG-5’
5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’

3-AGT-CAC-TGX-GTC-TGA-CG-5’

5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC
5-TCA-GTG-AC

-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
-CAG-ACT-GC-3'
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Als Referenz wurden folgende Sequenzen verwendet, sie enthalten statt des Nilblau-

Chromophors ein Adenin:

DNA7?75: 3’-AGT-CAC-TTA-TTC-TGA-CG-5’
DNA62. 5-TCA-GTG-AAA-AAG-ACT-GC-3'
DNAG63: 5-TCA-GTG-AAT-AAG-ACT-GC-3’
DNA64. 5-TCA-GTG-AAC-AAG-ACT-GC-3'
DNAG65: 5-TCA-GTG-AAG-AAG-ACT-GC-3’
DNA76. 3-AGT-CAC-TGA-GTC-TGA-CG-5’
DNA67. 5-TCA-GTG-ACA-CAG-ACT-GC-3'
DNAG68: 5'-TCA-GTG-ACT-CAG-ACT-GC-3'
DNAG69: 5-TCA-GTG-ACC-CAG-ACT-GC-3'
DNA7Z0: 5-TCA-GTG-ACG-CAG-ACT-GC-3'

Tabelle 9-31:  Extinktionskoeffizienten und ESI-Massen der Oligonukleotide DNA61 bis DNA74.

DNA €60nm/Mcm™ Masse in g/mol berechnet Masse in g/mol gefunden

DNA61 159 090 5453 1819.5 [M-3H*T*; 1364.8 [M-4H*1*
DNA66 164 290 5503 1833.9 [M-3H'T>

DNA71 159 090 5455 1362.9 [M-4H*1*; 1817.7[M-3H*]>
DNA72 164 290 5503 1375.1 [M-4H*]*; 1833.8 [M-3H*']*
DNA73 181 650 5562 1853.8 [M-3H*T*; 1390.0 [M-4H*]*
DNA74 186 850 5612 1869.9 [M-3HT*; 202.3 [M-4H*]*"
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Tabelle 9-32:  Quantenausbeuten und Schmelztemperatur der Einzelstrange und entsprechender
Duplexe zum Vergleich des (.5)-Klick-Linkers mit dem Klick-Uridin.
> ) >

DNA - Tm(ZGOnm)/°C ______ DNA W DNA SR—. _
DNA61 0.16 DNA73 0.18 DNA75 -
DNA61-62 0.15 DNA73-62 0.12 DNA75-62

56.6 64.5 62.5
DNA61-63 0.19 DNA73-63 0.15 DNA75-63 )

60.4 58.5 53.2
DNA61-64 0.22 DNA73-64 0.16 DNA75-64 )

58.5 58.5 52.8

Tabelle 9-33:  Quantenausbeuten und Schmelztemperatur der Einzelstrange und entsprechender
Duplexe zum Vergleich des (5)-Klick-Linkers mit dem Klick-Uridin.
> ) >

DNA T DM e PN T
DNA66 0.05 DNA74 0.04 DNA76 -
DNA66-67 0.02 DNA74-67 0.03 DNA76-67 )

65.5 68.0 68.0
DNA66-68 0.02 DNA75-68 0.03 DNA76-68 )

66.5 63.5 60.3
DNA66-69 0.01 DNA76-69 0.01 DNA76-69 i

67.5 64.0 58.3
DNA66-70 0.01 DNAS85-70 0.02 DNA76-70 -

67.7 66.5 63.8
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Tabelle 9-34:  Quantenausbeuten und Schmelztemperatur der Einzelstrange und zugehdriger
Duplexe zum Vergleich des (5)-Klick-Linkers mit dem (R)-Klick-Linkers.
DNA Tm/°C ® DNA Tn /°C ] AT, /°C AO®
DNA71 - 0.15 DNAe61 - 0.16 - -0.01
59.1 DNA61-62 56.6
DNA71-62 0.17 0.15 2.5 0.02
(-3.4)° (-5.9)
DNA71-63 58.5 0.22 DNA61-63 60.4 0.19 -1.9 0.03
DNA71-64 60.7 0.21 DNAG61-64 58.5 0.22 2.2 -0.01
DNA71-7 59.1 0.05 DNAG61-7 59.8 0.06 -0.7 -0.01
DNA72 - 0.04 DNA66 - 0.05 - -0.01
DNA72-67 66.7 DNAG66-67 65.5
0.02 0.02 1.2 <0.01
(-1.3)° (-2.5)°
DNA72-68 64.2 0.02 DNA66-68 66.5 0.02 -2.3 <0.01
DNA72-69 67.0 0.02 DNA66-69 67.5 0.01 -0.5 <0.01
DNA72-70 66.8 0.01 DNA66-70 67.7 0.01 -0.9 <0.01
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10. Abkiirzungsverzeichnis

2D zweidimensional

8-oxo-dG 8-0xo0-7,8-dihydroguanin

A Angstrgm

A Adenin, 2’-Desoxyadenosin
abs. absolut

Ak Akzeptor

a. u. arbitrary units

br.s. breites Singulett

bzgl. beziglich

bzw. beziehungsweise

C Cytosin, 2"-Desoxycytidin

ca. circa

CD Zirkulardichroismus

CI chemische Ionisation

CPG Controlled Pore Glass

CT Ladungstransfer (charge transfer)
Cv Cyclovoltammetrie

0 chemische Verschiebung

d Dublett, Tag

DC Dinnschicht-Chromatographie
DCM Dichlormethan

DETEQ Detection by Electron Transfer-controlled Emission Quenching
d. h. das heift

DIPEA Di/sopropylethylamin

DMF Dimethylformamid

DMSO Dimethylsulfoxid

DMT 4,4'-Dimethoxytrityl

DNA Deoxyribonucleinsaure

Do Donor
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ds
du
Eoo
EI
em
Eox
Eox
eq.
Ered
Ered
ESI
ET
Et
EtOH
eV

exc

FAB
FC
FRET

GNA

HOMO
HPLC
HV

IC

Doppelstrang

2’-Desoxyuridin

Singulett-Energie des HOMO-LUMO-Ubergangs
elektrische Ionisation

Emission

Oxidationspotential

Oxidationspotential des angeregten Zustands
Aquivalent

Reduktionspotential

Reduktionspotential des angeregten Zustands
Elektrosprayionisation

Elektronentransfer

Ethidium

Ethanol

Elektronenvolt

Anregung (excitation)

Quantenausbeute

fast atom bombardment
Flash-Saulenchromatographie
Fluoreszenzresonanz-Energietransfer
Guanin, 2'-Desoxyguanosin

glycol nucleic acid

Stunde

highest occupied molecular orbital

high performance liguid chromatography
Hochvakuum

Internal conversion

Kopplungskonstante

Kelvin

Wellenldnge

lowest unoccupied molecular orbital
molar, mol/L

Multiplett



MB
mbar
m/z
mdeg
MALDI-TOF-MS
MeCN
MeOH
min.
mM
MM
mm
MS
NaP;
nm
NMR
NOESY
pPpm
pS

Rr
RNA
RP

RT

SNP
sog.

SS

TO

Tyr

u. a.
UV/Vis

Molecular Beacon

Millibar

Verhaltnis Masse zu Ladung

millidegree

Matrix-unterstitzte Flugzeit-Massenspektrometrie
Acetonitril

Methanol

Minute

millimolar

mikromolar

Millimeter

Massenspektrometrie
Natriumphosphatpuffer

Nanometer

Kernspinmagnetresonanz (Nuclear Magnetic Resonance)
Nuclear Overhauser Effect Spectroscopy
parts per miflion

Pikosekunde

Retentionsfaktor

Ribonukleinsaure

Reversed Phase

Raumtemperatur

Singulett, Sekunde
Einzelbasen-Punktmutation (single nucleotide polymorphism)
sogenannt

Einzelstrang

Thymin, 2"-Desoxythymidin

Triplett

Thiazol Orange

Tyrosin

Uracil

unter anderem

Ultraviolettes und sichtbares Spektrum (190 — 800 nm)
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v Volt

V. a. vor allem

vgl. vergleiche

v.l.n.r. von links nach rechts
z. B. zum Beispiel

z. T. zum Tell
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