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1. Synopsis 

1.1. Zusammenfassung 

Im Rahmen dieser Arbeit wurde das Kupfer(II)- und Nickel(II)-bindende ATCUN-

Peptidmotiv R-Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 über Festphasen-Peptidsynthese dargestellt 

und mit verschiedenen funktionellen Gruppen (R) derivatisiert. Durch die Kopplung von 

Fluoreszenzfarbstoffen wie Rhodamin B, Dansyl oder BODIPY konnte nicht nur gezeigt 

werden, dass die entsprechenden Metallkomplexe effektive oxidative DNA-Spalter 

darstellen, sondern vielmehr, dass sie auch als redoxsensitive Sonde fungieren können. In 

den Untersuchungen konnte festgestellt werden, dass die durch Energieübertragung 

ausgelöste Fluoreszenzlöschung bei der Reduktion des Kupfer(II)-Zentrums während der  

DNA-Spaltung teilweise wieder aufgehoben werden kann. 

Die Kopplung von Ferrocen an das Peptid als funktionelle, redoxaktive Gruppe sollte 

hingegen die Synthese einer selbstaktivierenden Nuclease ermöglichen. Die 

Gelelektrophorese-Experimente zeigten jedoch, dass nur die Kombination zweier direkt 

benachbarten Kupfer(II)-Zentren in einem Di(ATCUN)-Peptid einen positiven Einfluss auf 

die DNA-Spaltung hat und zur Aktivierung der Komplexe in der Abwesenheit eines 

Reduktions- bzw. Oxidationsmittels führt. Die Ferrocen-Einheit sorgte dagegen durch die 

Bildung von Hydroxylferrocen als Konkurrenzreaktion sogar zu einer Verminderung der 

DNA-Spaltaktivität. Die Einführung weiterer Metallzentren konnte aber auch durch die 

Funktionalisierung des ATCUN-Peptids mit dem Liganden 1,10-Phenanthrolin erreicht 

werden, dessen Kupfer(II)-Komplex bereits einen der effektivsten bekannten Spalter 

darstellt.  

Die synthetisierten Kupfer(II)- und Nickel(II)-Komplexe wurden zudem nicht nur hinsichtlich 

ihrer Nucleaseaktivität untersucht, sondern auch ihr Potential als künstliche Proteasen und 

Reagenzien zur Peroxidation von Lipiden zu wirken evaluiert, wodurch dieses System ein 

breites biologisches Anwendungsspektrum ermöglicht. Besonders die Ergebnisse der 

DNA-Spaltung verdeutlichten allerdings, dass, auch wenn die Kombination aus einer 

Kupfer(II)-Phenanthrolin- und einer Kupfer(II)-ATCUN-Einheit in einer äußerst effektiven 
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Nuclease resultiert, die ausschließliche Verbesserung der Affinität der Komplexe zur DNA 

nicht gleichbedeutend mit einer erhöhten Aktivität ist. 

Auf der Grundlage der Kombination von zwei Strukturmotiven wurde auch ein Kupfer(II)-

Phenanthrolinhydrazonkomplex synthetisiert, der die Eigenschaften von Hydrazonen mit 

der Nucleaseaktivität von Kupfer(II)-Phenanthrolinen vereinen sollte. Die DNA-

Spaltversuche konnten zwar aufgrund der starken strukturellen und elektronischen 

Veränderung des Phenanthrolingerüsts bei der Synthese des Hydrazons nicht die 

Erwartungen erfüllen, jedoch könnte hier ein Ansatzpunkt für zukünftige Experimente 

gelegt worden sein, der auch die Untersuchung weiterer Anwendungsmöglichkeiten der 

vielseitigen Funktionen von Hydrazonen zum Beispiel als Antioxidantien oder Antibiotika 

einschließt. 

In einem weiteren Projekt auf Basis des 1,10-Phenanthrolins wurde untersucht, inwiefern 

die Veränderung der Substituenten in den Positionen 2 und 9 des Liganden eine generelle 

Auswirkung auf die DNA-Spaltung hat. Dabei wurde überprüft, inwieweit die bereits 

literaturbekannten Eigenschaften des 2,9-Dimethylderivats (Neocuproin), das bedingt 

durch die sterische Hinderung der Substituenten im Kupfer(II)-Komplex keine 

Nucleaseaktivität aufweist, auch auf andere Substituenten übertragbar ist. Dazu wurden 

verschiedene weitere Derivate synthetisiert und mittels CHN-Analyse, ESI-

Massenspektrometrie und zum Teil auch über eine Strukturbestimmung mittels 

Röntgenbeugung charakterisiert. Die untersuchten Komplexe erreichten zwar in keinem 

Fall die Effizienz des Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexes, aber es konnte deutlich gezeigt 

werden, dass die DNA-Spaltung von der Art der Substituenten und damit von der 

Komplexstruktur und -stabilität abhängig ist. 

 

Allgemein konnten während dieser Arbeit diverse Metallkomplexe dargestellt und 

bezüglich zahlreicher biologischer Funktionen untersucht werden. Dabei konnten sowohl 

Möglichkeiten als auch Grenzen für die Neu- und Weiterentwicklung von Komplexen der 

verwendeten Substanzklassen aufgezeigt werden. 
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1.2. Conclusion 

The copper(II) and nickel(II) binding ATCUN peptide motif R-Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 

was synthesized via solid-phase peptide synthesis and derivatized with different 

functional groups (R). By coupling fluorescent dyes such as rhodamine B, dansyl or 

BODIPY we could show that the corresponding metal complexes exhibit not only 

effective DNA cleavage activity but also that they can act as redox-sensitive probes. We 

found that the fluorescence quenching caused by energy transfer can be partially 

reversed by reduction of the copper(II) center during the DNA cleavage process.  

Coupling ferrocene to the peptide as a functional, redox-active group, however, should 

gain access to a self-activating nuclease. However, gel electrophoresis experiments 

showed that only the combination of two adjacent copper(II) centers in Di(ATCUN) 

peptides has a positive influence on DNA cleavage and results in activation of the 

complexes in the absence of a reducing or oxidizing agent. On the contrary, the 

ferrocene group led to an inhibition of the DNA cleavage activity by formation of 

hydroxyl ferrocene as a side reaction. 

The implementation of additional metal centers could also be achieved by 

functionalization of the ATCUN peptide with the ligand 1,10-phenanthroline, the 

copper(II) complex of which is one of the most effective known DNA cleavers. The 

synthesized copper(II) and nickel(II) complexes were examined not only in terms of their 

nuclease activity but also their potential as artificial proteases and reagents for lipid 

peroxidation was investigated, whereby this system is given a wide range of biological 

applications. Although the combined copper(II) phenanthroline and copper(II) ATCUN 

unit results in a highly effective DNA cleavage, especially the outcomes of the DNA 

cleavage experiments made clear that only improving the affinity of the complexes to 

DNA does not lead to increased activity. 

Based on the combination of two structural motifs a copper(II) phenanthroline hydrazone 

complex was synthesized, which should merge the properties of hydrazones with the 

nuclease activity of copper(II) phenanthrolines. Although the DNA cleavage experiments 

did not meet the expectations due to the big structural and electronic changes of the 

phenanthroline scaffold we set a starting point for future investigations of this ligand class. 
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These should also include the study of other possible applications of the versatile features 

of hydrazones, for example as an antioxidant or antibiotic. 

Furthermore, in another project based on copper(II) phenanthroline we studied the 

general impact of substituents in positions 2 and 9 on the DNA cleavage activity. As it is 

known from the corresponding 2,9-dimethyl derivative (neocuproine) that the steric 

hindrance of the substituents in the copper(II) complex leads to the loss of the nuclease 

activity we examined to what extent the lack of the activity is transferable to other 

substituents. Therefore, further derivatives were synthesized and characterized by CHN 

analysis, ESI mass spectrometry and X-ray diffraction. Albeit the studied complexes have 

not achieved the efficiency of the copper(II) phenanthroline complex we could clearly 

show that the DNA cleavage depends on the nature of the substituents and thus on the 

complex structure and stability. 

 

In conclusion, within the scope of this work various metal complexes were synthesized 

and investigated with regard to many biological applications. Thereby both 

opportunities and limitations for the development and advancement of complexes of 

the class of substances used herein were presented. 
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2. Einleitung 

2.1. Krebs in Deutschland 

In Deutschland wurden allein 2010 rund 470.000 Krebsneuerkrankungen und etwa 220.000 

Krebssterbefälle verzeichnet.[1] Damit ist Krebs (bösartige Gewebeneubildungen) nach 

den Herz-Kreislauf-Erkrankungen die zweithäufigste Todesursache in Deutschland 

(Tabelle 2.1).[2] 

 

TABELLE 2.1: Übersicht über Neuerkrankungs- und Sterbefälle in Deutschland (Auszug).[1,2] 

Krankheit 
Neuerkrankungen Sterbefälle 

Männer Frauen Gesamt Männer Frauen Gesamt 

Krebs (Gesamt) 252 390 224 910 477 300 117 855 100 403 218 258 

      Lunge 35 040 17 030 52 070 29 381 13 627 43 008 

      Darm 33 800 28 630 62 430 13 489 12 510 25 999 

      Prostata 65 830 - 65 830 12 676 - 12 676 

Kreislaufsystem - - - 153 309 201 184 354 493 

 

Die Zahlen offenbaren, dass die Entwicklung und Anwendung moderner 

Therapiemethoden unverzichtbar ist. Neben Radiotherapie und der photodynamischen 

Therapie stellt der Einsatz von Zytostatika einen großen Anteil dieser Methoden dar. 

Zytostatika hemmen dabei auf chemischem Wege durch Manipulation (Vernetzung, 

Alkylierung, Interkalation) oder Zerstörung (Spaltung) der DNA das Zellwachstum bzw. die 

Zellteilung, was schließlich zum Zelltod führen kann.[3,4] 
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Purinbasen 

 
 

Pyrimidinbasen 

 

2.2. Grundlagen 

2.2.1. DNA 

Die Desoxyribonucleinsäure (DNA) ist ein langkettiges Biomolekül. Die in ihr enthaltenen 

Gene (Erbinformationen) codieren alle Informationen zur Herstellung von 

Ribonucleinsäuren (RNA), die wiederum die Informationen für die Synthese von Proteinen 

enthalten. Die DNA ist damit der Grundbaustein aller lebenden Organismen. 

 

Der Aufbau der DNA ist im Verhältnis zur Vielzahl unterschiedlicher Lebensformen 

vergleichsweise einfach. Sie besteht aus zwei Polynucleotidketten, die gegenläufig eine 

doppelhelicale Struktur ausbilden. Das Rückgrat wird aus Desoxyriboseinheiten gebildet, 

die über Phosphodiesterbindungen verknüpft sind. Im Inneren dieser Doppelhelix 

befinden sich die Nucleobasen, die kovalent an die Zuckereinheiten gebunden sind. 

Zwischen den komplementären Purin- und Pyrimidinbasen Adenin und Thymin bzw. 

Guanin und Cytosin kommt es zur Ausbildung von Wasserstoffbrückenbindungen. 

(Abbildung 2.1 und Abbildung 2.2A).[5,6] 

 

 

 

ABBILDUNG 2.1: Ausschnitt aus einem DNA-Doppelstrang.[5,6] 
(Phosphatdesoxyribose-Rückgrat, --- Wasserstoffbrücken, Thymin, Adenin, Cytosin, Guanin) 

 

Während die Wasserstoffbrückenbindungen nur einen kleinen Teil zur Stabilität der DNA 

beitragen, sind es vor allem Stapelwechselwirkungen zwischen übereinanderliegenden 

Basen, die die DNA thermodynamisch stabilisieren (Abbildung 2.1 und Abbildung 2.2B).[7] 
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•••••

 

••••• 

••••• 

Das negativ geladene Phosphatrückgrat sorgt zusätzlich für einen Schutz der DNA 

gegenüber nucleophilen Angriffen und verleiht ihr unter physiologischen Bedingungen 

eine Halbwertszeit von einigen Tausend bis hin zu Millionen Jahren (bezogen auf die 

spontane Esterhydrolyse).[8,9] 

 

 

 

  
 

ABBILDUNG 2.2: Schematischer 3D-Ausschnitt aus einem DNA-Doppelstrang.[5–7] 
A: Draufsicht mit dem äußeren Rückgrat und den innenliegenden Basen.  

B: Seitenansicht mit Stapelwechselwirkungen (•••) und den Furchen.  

(Phosphatdesoxyribose-Rückgrat, Thymin, Adenin, Cytosin, Guanin) 

 

In Abbildung 2.1 und Abbildung 2.2B lässt sich erkennen, dass die Geometrie der 

Basenpaare, d.h. der Winkel zwischen den glycosidischen Bindungen unter denen die 

Phosphat-

desoxyribose-

Rückgrat 

Nucleobasen 

Kleine Furche 

Große Furche 

A 

B 
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Zuckereinheiten mit den Basen verbunden sind (120° und 240°), zur Bildung einer kleinen 

und einer großen Furche führt.[5,10] An diesen Stellen liegen die Nucleobasen an der 

Oberfläche und stellen ideale Bindungsstellen und Angriffspunkte für körpereigene 

Proteine (z.B. Transkriptionsfaktoren) oder körperfremde Moleküle (z.B. Interkalatoren wie 

Doxorubicin oder DNA-bindende Farbstoffe wie DAPI) dar (Abbildung 2.3).[11–13] 

 

    
 

ABBILDUNG 2.3: Schematische 3D-Darstellung von DNA-Molekül-Wechselwirkungen.[12,13] 
A: Interkalation von Doxorubicin zwischen die DNA-Basen.  

B: Anlagerung von DAPI an die kleine Furche der DNA.  

(Phosphatdesoxyribose-Rückgrat, Pyrimidinbasen, Purinbasen) 

 

2.2.2. DNA-Spaltung 

Die Spaltung von DNA ist für viele natürliche Prozesse in lebenden Organismen von 

essentieller Bedeutung: Beispielsweise lösen Topoisomerasen[14] Superspiralisierungen in 

der DNA während der Replikation und Transkription auf und Restriktionsenzyme[15] bauen 

beim programmierten Zelltod (Apoptose) die DNA ab. Auch bei der Anwendung von 

Antitumor-Medikamenten stellt die gezielte DNA-Spaltung einen Therapieansatz dar. 

Allgemein existieren dabei drei verschiedene Arten der Spaltung: die photochemische, 

hydrolytische und oxidative Spaltung. 

A 

DAPI 

 

 

Doxorubicin 

 

 

B 
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Die photochemische Spaltung von DNA ist sehr komplex und vielfältig. Je nach Art des 

Photosensibilisators (durch sichtbares oder UV-Licht aktivierbare Substanz) umfassen die 

Mechanismen, die zum Bruch der DNA-Stränge führen (Schema 2.1):[16–18] 

 die Erzeugung von Radikalen durch Elektronen-Transferprozesse zwischen den 

Basen und dem Sensibilisator oder durch Wasserstoffabstraktion an den 

Nucleobasen oder den Zuckereinheiten (Typ I) 

 den Angriff der DNA durch Hydroxylradikale (Fenton-Reaktion) 

(vgl. oxidative Spaltung von DNA)  

 die Bildung von Singulett-Sauerstoff und Oxidation der DNA (Typ II) 

 die Bildung von Addukten mit den Nucleobasen  

 den direkten Energietransfer  

 

 
 

SCHEMA 2.1: Übersicht über die Mechanismen der photochemischen DNA-Spaltung.[16–18] 
(Photosensibilisator (* angeregt, •- Radikalanion), Licht, DNA (* angeregt. •+ Radikalkation),  

Sauerstoff/Sauerstoffspezies, Produkt (geschädigte DNA), Metallion) 

 

Im Gegensatz dazu werden bei der hydrolytischen Spaltung die 

Phosphodiesterbindungen des DNA-Rückgrats hydrolysiert. Die Hydrolyse ist reversibel 

und beginnt mit einem nucleophilen Angriff auf die Phosphatbindung, wodurch ein 

Energietransfer 

Anregung 

TYP II 

Bildung von 

Singulett-Sauerstoff 

TYP I 

Bildung von 

Radikalen 

Fenton-

Reaktion 
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fünfgliedriges Intermediat gebildet wird. Anschließend erfolgt die Spaltung der 

Esterbindung in 3‘- oder 5‘-Position (Schema 2.2).[19,20] 

 
 

SCHEMA 2.2: Mechanismus der hydrolytischen DNA-Spaltung in 3’-Position.[19] 

 

Unter physiologischen Bedingungen ist die DNA gegenüber der spontanen Hydrolyse 

nahezu inert. Enzyme wie Nucleasen, Phosphatasen und Topoisomerasen sind jedoch in 

der Lage diese Reaktion zu katalysieren, wodurch die Rate der Esterspaltung um das bis 

zu 1017 – 1021-fache gesteigert werden kann.[21–23] Viele dieser Enzyme nutzen dabei die 

Lewis-Acidität von redoxinerten Metallionen, um über Koordination die 

Phosphatgruppe (a) oder Wassermoleküle bzw. Hydroxidionen (b) zu aktivieren, die 

Abgangsgruppengüte des sich abspaltenden Alkohols zu verbessern (c) oder eine 

„indirekte Säure/Base-Katalyse“ zu initiieren (d/e) (Schema 2.3).[19–21] Daher werden auch 

für die Entwicklung künstlicher Hydrolasen als Enzymmimetika oftmals Komplexe 

redoxinerter Metallionen wie ZnII [24], CoIII [25–27] oder dreiwertige Lanthanoidionen[28,29] 

verwendet.[30,31] 

 

  
 

SCHEMA 2.3: Mögliche Arten der Aktivierung der Phosphodiester zur Hydrolyse durch  

Lewis-saure Metallionen (M).[19–21] 
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Die oxidative DNA-Spaltung wiederum ist irreversibel und beruht auf Wechselwirkungen 

zwischen reaktiven Intermediaten und dem Zuckergerüst oder den Nucleobasen der 

DNA. Reaktive Intermediate wie ROS (reaktive Sauerstoffspezies) oder metallgebundene 

Sauerstoffspezies (z.B. M-OOH, M-OH) werden dabei von redoxaktiven Metallkomplexen 

gebildet (z.B. CuII oder FeII), wenn sie bei der Oxidation des Metallzentrums Elektronen 

beispielsweise auf molekularen Sauerstoff übertragen. Die eigentliche Spaltung der DNA 

kann dann auf verschiedenen Wegen erfolgen: Eine Möglichkeit ist die Radikalbildung 

durch Wasserstoffabstraktion an den Riboseeinheiten[32]; eine andere die Modifikation 

der Basen[33], was in der Folge zu instabilen Stellen in der DNA führt (Schema 2.4). 

 

  
 

SCHEMA 2.4: Schematische Darstellung der oxidativen DNA-Spaltung durch Wasserstoffabstraktion (a) 

und Basenmodifikation (b).[32,33] 
( • modifizierte, labile Stelle in der DNA)  

 

Viele Erkenntnisse über die oxidative Spaltung und deren Mechanismus stammen von 

Untersuchungen zu Bleomycin[34–36], einem in Bakterien vorkommenden Glycopeptid, 

und dem [CuII(phen)2]2+-Komplex[37–40], einem der ersten und effektivsten DNA-Spaltern. 

Im Fall des CuII-Komplexes des 1,10-Phenanthrolins (Abbildung 2.4) führen nach 

Reduktion des Metallzentrums und Reaktion mit molekularem Sauerstoff 

metallgebundene ROS (CuII-•OH / CuIII-OH oder CuI-OOH) zur Abstraktion eines 
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Wasserstoffatoms in C1‘-Position. Durch anschließende Oxidation dieser Position und 

Umlagerung wird der 5‘-Phosphatrest abgespalten. Im letzten Schritt wird das gebildete 

Carbokation von einem Wassermolekül angegriffen und substituiert unter Ketonbildung 

die Nucleobase. Gleichzeitig wird der 3‘-Phosphatrest abgespalten und es bleibt ein 

Furanon zurück (Schema 2.5).[32,39,41–43] 

 

 
 

ABBILDUNG 2.4: Struktur des CuII-Komplexes von 1,10-Phenanthrolin. 

 

 
 

SCHEMA 2.5: Vermuteter Reaktionsweg für die DNA-Spaltung durch [CuII(phen)2]2+.[32,39,41–43] 
(CuI und CuI I beschreiben phenanthrolingebundene Kupferionen, 

vermutete und vereinfachte Redoxchemie des Metallkomplexes) 
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Im Vergleich dazu ist der Eisenkomplex des Bleomycins (Abbildung 2.5) in seiner 

aktivierten Form [FeIII-OOH(BLM)] in der Lage nach erfolgter Homolyse, Heterolyse oder 

direkter Reaktion des Eisenzentrums mit dem C4‘-Wasserstoffatom an der DNA ein Radikal 

zu bilden. Das Radikal reagiert anschließend mit molekularem Sauerstoff zu einem Peroxid. 

Nach Sauerstoffinsertion und Umlagerung wird die DNA unter Bildung eines 

3‘-Phosphorglycolats, eines Aldehyds und eines 5‘-Phosphats gespalten  

(Schema 2.6).[34,36,44] 
 

 
 

ABBILDUNG 2.5: Struktur des Fe II-Komplexes von Bleomycin A2.[36] 

 

 
 

SCHEMA 2.6: Vermuteter Reaktionsweg für die DNA-Spaltung durch [Fe II(BLM)].[36,44] 
(vermutete und vereinfachte Redoxchemie des Metallkomplexes) 
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Die hier im Schema 2.5 und Schema 2.6 abgebildeten Reaktionswege zur Spaltung von 

DNA stellen lediglich zwei explizite Beispiele dar. Abhängig vom eingesetzten 

Metallkomplex und den Reaktionsbedingungen variieren sowohl die Angriffsstellen an 

der DNA als auch die daraus resultierenden Produkte. Entscheidend für alle oxidativ 

spaltenden Komplexe ist jedoch die Aktivierung des Metallzentrums durch Reduktions- 

oder Oxidationsmittel und die durch die ablaufenden Redoxreaktionen generierten ROS. 

Die Mechanismen zur Bildung von Hydroxylradikalen sind dabei aufgrund der Häufigkeit 

ihres Auftretens bei der DNA-Spaltung wohl am besten erforscht. Bereits Ende des 

19. Jahrhunderts konnte HENRY J. H. FENTON zeigen, dass Eisen(II)-Ionen und 

Wasserstoffperoxid der Oxidation organischer Substanzen dienen können.[45] Weitere 

Untersuchungen u.a. durch FRITZ HABER und JOSEPH WEISS in den 1930er Jahren konnten 

schließlich die Beteiligung von Radikalen nachweisen (Haber-Weiss-Reaktion).[46] Da auf 

diesem Wege freie Radikale mit Substanzen erzeugt werden können, die in vivo 

verfügbar sind, geht man heutzutage davon aus, dass die Fenton-Reaktion (a) bzw. 

Fenton-ähnliche Reaktionen (b/c) mit Übergangsmetallen wie CuII, NiII oder CoII die 

Hauptquellen für ROS in Zellen darstellen (Schema 2.7).[32,33,47–49] 

 

  
 

SCHEMA 2.7: Einige Reaktionen zur Bildung von Hydroxylradikalen. [32,33,45–49] 
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2.2.3. Zytostatika 

Das erste zugelassene Zytostatikum Mechlorethamin (1942), eine Stickstoff-Lost-

Verbindung, die sich vom Senfgas ableitet, wurde bereits während des Zweiten 

Weltkrieges entdeckt (Abbildung 2.6). Hier konnte erstmals eine wachstumshemmende 

Wirkung auf Zellkulturen nachgewiesen werden.[50,51] 

 

  
 

ABBILDUNG 2.6: Strukturen des Mechlorethamins (a) und der Stammverbindung S-Lost (b). 

 

Zusammen mit der Entdeckung der biologischen Aktivität von Bleomycin 1966 durch 

HAMAO UMEZAWA[34,35] und der durch Zufall entdeckten zytostatischen Wirkung von 

Cisplatin durch BARNETT ROSENBERG Mitte der 1960er Jahre[52,53] erlebte die Krebsforschung 

und Krebstherapie eine Revolution. Die fortwährende Erforschung dieser Substanzen 

konnte zeigen, dass die Wirkung von Bleomycin auf der oxidativen Spaltung der DNA 

durch reaktive Sauerstoffspezies beruht (vgl. Abschnitt 2.2.2). Alkylantien wie 

Mechlorethamin dagegen vernetzen die DNA durch hochgradige Methylierung der 

Nucleobasen. Die resultierende Quartärisierung der Stickstoffatome der Basen führt 

letztlich zum Strangbruch (Schema 2.8).[54,55] 

 

  

 

SCHEMA 2.8: Quervernetzung von DNA-Strängen durch Reaktion der nucleophilen N(7)-Atome zweier 

Guanine (Nuc) mit dem Aziridiniumion des Mechlorethamin.[54,55] 
(Stickstoff, Kohlenstoff, Phosphatdesoxyribose-Rückgrat, Thymin, Adenin, Cytosin, Guanin) 
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Ebenso wie Alkylantien verursacht Cisplatin Intra- und Interstrangverknüpfungen in der 

DNA-Basenabfolge, löst Punktmutationen aus und hemmt die DNA-Reparatur.[56] 

Aufgrund seiner Elektrophilie koordiniert das Platinzentrum bevorzugt am N(7)-Atom von 

Guanin- und Adeninresten (Schema 2.9).[57–59] Die Vernetzung zweier benachbarter 

Guanine führt dabei, bedingt durch die quadratisch-planare Koordinationsumgebung 

des PtII-Atoms, zur Verdrehung der Basen zueinander und zur Biegung der Helixachse um 

etwa 40° in Richtung der großen Furche, wodurch die gegenüberliegende kleine Furche 

exponiert wird. Die Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den DNA-Strängen bleiben 

dabei jedoch erhalten.[57,58,60] 

 

 

 

 

 

SCHEMA 2.9: Quervernetzung von DNA-Strängen durch Cisplatin an den N(7)-Atomen  

zweier benachbarter Guanine (Nuc).[57,58,60] 
(Stickstoff, Platin(II), Phosphatdesoxyribose-Rückgrat, Thymin, Adenin, Cytosin, Guanin) 

 

Durch die Orientierung an der Struktur und Wirkweise von Verbindungen wie 

Bleomycin (a/b)[61,62] oder Cisplatin (c-e)[63–68] gelang es seither, zahlreiche neue 

potenzielle Zytostatika bzw. Chemotherapeutika zu synthetisieren, die durch Variation 

der Liganden oder des Metallzentrums verbesserte Wirksamkeit, geringere 

Nebenwirkungen und/oder weniger Resistenzen aufweisen (Abbildung 2.7A). Daneben 

wurden aber auch zahlreiche neue Substanzen und Substanzklassen entdeckt. Nicht 

selten dienen für die Entwicklung dieser verbesserten Chemotherapeutika in der Natur 

bereits vorhandene Strukturmotive als Vorbild (Abbildung 2.7B). Zu den bekanntesten 

Beispielen gehören wohl die auf der Klasse der Anthracycline beruhenden Verbindungen 

Daunorubicin (f) und Doxorubicin (g), die als DNA-Interkalatoren das Binden von 

Polymerasen und Topoisomerasen hemmen und damit die Transkription der DNA zur RNA-

Synthese und die Replikation zur Zellteilung stören (vgl. Abbildung 2.3A).[12,69] 
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ABBILDUNG 2.7: Strukturen verschiedener, potentieller Chemotherapeutika. 
A: Einige Analoga von Bleomycin[61,62] und Cisplatin.[63–68] 

B: Einige Verbindungen mit natürlichen Vorbildern. [12,69–75] 

 

Des Weiteren stehen auch Koordinationsverbindungen im Fokus aktueller Forschung: So 

weisen beispielsweise die Kupfer(II)-Komplexe der Prodigiosine (h) (ein in Bakterien 

vorkommendes rotes Tripyrrol zum Membrantransport von Chloridionen)[70–72], sowie die 

metallbindenden ATCUN-Peptide (i), die dem natürlichen N-Terminus einiger Albumine 

nachempfunden sind[73–75], eine gute Antitumor-Wirkung auf.

A 

B 
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2.3. Zielsetzung 

In der vorliegenden Arbeit sollte das ATCUN-Pentapeptid mit der Sequenz  

Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 mittels Festphasen-Peptidsynthese dargestellt und mit 

Fluoreszenzfarbstoffen und redoxaktiven Metallzentren (Ferrocen, [Cu(phen)2]2+) 

funktionalisiert werden. Die entsprechenden Kupfer(II)- und Nickel(II)-Komplexe sollten 

anschließend über Gelelektrophorese-Experimente und spektroskopische Methoden 

hinsichtlich ihrer biologischen Eigenschaften untersucht werden (Nuclease- und 

Proteaseaktivität, DNA-Wechselwirkungen, Lipidperoxidation). Besonderes Augenmerk 

sollte dabei auf die Nucleaseaktivität gelegt werden und wie sie sowohl durch die Wahl 

des Metallzentrums (CuII oder NiII) als auch durch die Erweiterung des ATCUN-Peptids um 

eine weitere Metallbindungsstelle im Peptid selbst (Di(ATCUN)-Sequenz: Dap-βAla-His-Ser-

Ser-Dap-βAla-His-CONH2) oder durch eine funktionelle Gruppe verändert werden kann. 

Für die Fluorophor-ATCUN-Peptide sind dabei zusätzlich die Auswirkungen der 

Redoxreaktionen während der DNA-Spaltung auf die Fluoreszenzeigenschaften der 

verschiedenen Farbstoffe von großem Interesse und inwiefern diese für spektroskopische 

Zwecke ausgenutzt werden können. Dabei sollten auch genauere Informationen über 

den Mechanismus der DNA-Spaltung und den Mechanismus der Fluoreszenzlöschung 

gewonnen werden. 

Darüber hinaus sollte auch auf Grundlage des bereits für die Peptide verwendeten 

Phenanthrolinliganden einerseits die Möglichkeit untersucht werden, wie sich die 

Eigenschaften des Kupfer(II)-Komplexes dieses Liganden in Kombination mit Hydrazonen, 

einer weitverbreiteten und häufig in der bioanorganischen Chemie verwendeten 

Strukturklasse mit zahlreichen biologischen Anwendungen, in den Positionen 2 und 9  

bzw. 5 verändern, erweitern und eventuell verbessern lassen. Auf der anderen Seite sollte 

im Zuge dieser Untersuchung die generelle Beeinflussung der DNA-Spaltung durch 

Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexe untersucht werden, wenn sich verschiedenartige 

Substituenten in den Positionen 2 und 9 befinden. Ausgehend von Neocuproin  

(2,9-Dimethyl-1,10-phenanthrolin), das aufgrund der sterischen Hinderung der 

Methylsubstituenten selbst keine Nucleaseaktivität aufweist, sollten sechs weitere 

Derivate synthetisiert, charakterisiert und hinsichtlich ihrer DNA-Wechselwirkung und  

-Spaltaktivität untersucht werden. 
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3. Ergebnisse und Diskussion 

3.1. ATCUN-Komplexe 

3.1.1. Stand der Forschung 

Die Grundlage für das ATCUN-Peptidmotiv (amino terminal copper(II)- and nickel(II) 

binding motif) findet sich in einigen natürlichen Proteinen:[74] 

 dem Blutplasmaprotein Albumin[76,77] 

 dem Gastrin-freisetzenden Protein Neuromedin C[78] 

 dem während der Spermatogenese wichtigen humanen Protamin P2a[79] 

 und den antibakteriellen und wundheilungsfördernden Histatinen[80] 

Historisch betrachtet sind besonders Albumine für die Entwicklung künstlicher ATCUN-

Peptide von großer Bedeutung. Albumine und Albumin-Homologe sind eine 

weitverbreitete globuläre Proteingruppe und können in allen Wirbeltieren gefunden 

werden, wo sie unterschiedliche Funktionen erfüllen (Abbildung 3.1).[74,75,81,82] Im 

menschlichen Körper sorgen sie beispielsweise neben der Aufrechterhaltung des 

kolloidosmotischen Drucks durch Binden von Wasser auch für die Erhöhung der 

Wasserlöslichkeit kleiner Moleküle (z.B. Fettsäuren, Hormone und Cholesterin) sowie für die 

Immobilisierung und den Transport von Ionen, insbesondere von Kupfer(II)- und Nickel(II)-

Ionen im Blutplasma.[82]  

 

 
 

ABBILDUNG 3.1: Quartärstruktur des globulären Rinderserumalbumins.[81] 
(Untereinheit 1 und Untereinheit 2)1 

                                                 
1 Die Molekülstruktur des Albumins im Kristall wurde der Quelle [81] entnommen: A. Bujacz; Acta Crystallogr. Sect. D Biol. Crystallogr. 2012, 

68, 1278-1289. 

N-Terminus 

C-Terminus 

N-Terminus 

C-Terminus 
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Zur Bindung dieser Ionen ist der N-Terminus des Proteins von essentieller Bedeutung. Die 

Struktur dieser Bindungsstelle wurde erstmals 1967 von THEODORE PETERS und  

FRANK A. BLUMENSTOCK untersucht.[73] Sie konnten zeigen, dass in Rinderserumalbumin (BSA) 

die Komplexierung von CuII- und NiII-Ionen über die terminale α-Aminogruppe von 

Asparaginsäure, die zwei Amid-Stickstoffe von Threonin und Histidin und über das 

Stickstoffatom in Position 3 des Imidazolringes von Histidin erfolgt (Schema 3.1). 

 

 
 

SCHEMA 3.1: Strukturen des N-Terminus‘ im BSA (a) und des resultierenden Metallkomplexes (b). [73] 
(Asparaginsäure, Threonin, Histidin, koordinierende Stickstoffatome) 

 

Die Untersuchung weiterer Albumine u.a. durch BIBUDHENDRA SARKAR und JOAN W. DIXON 

zeigte, dass einige Säugetierspezies Albumin-Homologe besitzen, bei denen sich in 

Position 3 kein Histidin befindet. Da dieses jedoch zwingend zur Komplexierung 

notwendig ist, geht man davon aus, dass Albumine nicht generell den Transport 

zweiwertiger Ionen in Lebewesen übernehmen (Tabelle 3.1).[76,77,83,84] 

 

TABELLE 3.1: Vergleich der N-terminalen Sequenz einiger Albumine. 

Albumin (Lebewesen) Sequenz am N-Terminus (ATCUN-Motiv) 

BSA (Rind)[76] Asp Thr  His Lys Ser Glu Ile Ala 

RSA (Ratte)[77] Glu Ala  His Lys Ser Glu Ile Ala 

HSA (Mensch)[77] Asp Ala  His Lys Ser Glu Val Ala 

DSA (Hund)[83] Glu Ala  Tyr Lys Ser Glu Ile Ala 

CSA (Huhn)[84] Asp Ala Glu His Lys Ser Glu Ile Ala 
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Die kontinuierliche Erforschung von Albuminen und insbesondere des ATCUN-Motivs seit 

nunmehr über 50 Jahren sorgte nicht nur dafür, dass die hohe Kupferaffinität vieler 

Albumine noch heutzutage in der Behandlung von Morbus Wilson, einer durch 

Genmutation hervorgerufenen Kupferstoffwechselkrankheit der Leber, Anwendung 

findet[85], sondern ließ auch unser Verständnis des Motivs als kleine Metallbindungsstelle 

hin zu effektiven biologisch aktiven Molekülen wachsen. 

Das einfachste und erste synthetische Peptid, dass das ATCUN-Motiv imitiert, ist das 

Tripeptid Glycylglycylhistidin (GGH) (Schema 3.2A). Nachdem bereits in den 1970er 

Jahren die Bindungseigenschaften für Kupfer(II)-Ionen[86] (Dissoziationskonstante  

𝐾𝐷 = 1.18 x 10-16 M) und die Molekülstruktur des [CuII(GGH-N-Methylamid)]-Komplexes[87] 

durch die Arbeitsgruppe um BIBUDHENDRA SARKAR aufgeklärt wurden (Schema 3.2B), 

stellten LINUS PAULING et al. 1983 fest, dass [CuII(GGH)] in Anwesenheit von Ascorbat eine 

antiproliferative Wirkung gegenüber Ehrlich-Aszites-Tumorzellen in vitro aufweist.[88] 

Detaillierte Untersuchungen zur Wirkungsweise zeigten, dass der Komplex die DNA unter 

physiologischen Bedingungen hauptsächlich oxidativ durch Generierung von 

Hydroxylradikalen mittels Wasserstoffabstraktion am C4‘-Atom spaltet.[75] 

 

 

                   
 

 

SCHEMA 3.2: Komplexierung von Cu II-Ionen durch Glycylglycylhistidin(N-methylamid).[86] 
A: Strukturen der Liganden.  

B: Molekülstruktur des [CuI I(GGH-N-methylamid)]-Komplexes.2,[87,89] 

(Kohlenstoff, Stickstoff, Sauerstoff, Kupfer, Wasserstoff (weiß)) 

 

In den vergangenen 20 Jahren wurde der [CuII(GGH)]- / [NiII(GGH)]-Komplex häufig 

verändert, um seine Eigenschaften, seine Spaltaktivität und sein Anwendungsspektrum 

(z.B. zur Proteinspaltung) zu erweitern. Vielfach wurden dabei Hybrid-Proteine dargestellt, 

die die DNA-Affinität und die DNA-Spaltspezifizität erhöhen. 

                                                 
2 Die Molekülstruktur des CuII-Komplexes im Kristall wurde der Quelle [87] entnommen: B. Sarkar et al.; Can. J. Chem. 1976, 54, 1309-1316.  

Die Grafik wurde mittels des Programms Olex2 von OlexSys Ltd. erstellt.[89] 

A B 
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Beispielsweise verknüpfte die Arbeitsgruppe um PETER B. DERVAN GGH mit dem N-Terminus 

der DNA-Bindungsregion des Proteins Hin-Rekombinase (Abbildung 3.2). Experimente mit 

NiII- und CuII-Ionen zeigten eine sequenzspezifische Spaltung der DNA.[90–92] Ähnliche 

Ergebnisse konnten YUKIO SUGIURA et al. bei der Kombination von GGH mit dem Zinkfinger-

Protein Sp1 erzielen.[93]  

 

  
 

ABBILDUNG 3.2: Schematische Darstellung des Hybrid-Proteins Gly-Gly-His-Hin(139-190).3,[90–92,94] 

(Kohlenstoff, Stickstoff, Sauerstoff) 

 

Generell kann die Spalteffizienz von [CuII(GGH)] / [NiII(GGH)] auch durch Abwandlung 

der Aminosäuresequenz verändert werden, da die biologische Aktivität durch die 

chemischen Eigenschaften der Seitenketten der Aminosäuren beeinflusst wird 

(Abbildung 3.3).[95] Während der Imidazolring in Position 3 für die spezifische Bindung von 

Kupfer(II)-Ionen essentiell ist und eine Veränderung des C-Terminus‘ bzw. die 

Veränderung der Histidin-Position im Motiv zu beträchtlichen Änderungen in der Bindung 

von CuII-Ionen und der Interaktion mit DNA führen kann (a/d), können die Aminosäuren 

in Position 1 und 2 beliebig durch andere Aminosäuren ersetzt werden.[96–98] Der Einbau 

von Lysin in den Peptiden Gly-Lys-His-CONH2 (b) und Lys-Gly-His-Lys-CONH2 (c) erhöht z.B. 

die Affinität bezüglich des DNA-Rückgrats aufgrund elektrostatischer Wechselwirkungen 

und damit auch die Spaltaktivität (Tabelle 3.2).[95,99]  

                                                 
3 Die Molekülstruktur der Hin-Rekombinase wurde der Quelle [94] entnommen: R. E. Dickerson et al.; Science 1994, 263, 348-355. 
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Der Kupfer(II)-Komplex des Peptids Arg-Gly-His-Leu (d) hingegen führt zu einer 

unspezifischen Bindung an die DNA und damit zu einer geringeren Spaltaktivität im 

Vergleich zu CuII(Arg-Gly-His).[98] 

 

TABELLE 3.2: Reaktionskonstanten 2. Ordnung für den Einzelstrangbruch von Plasmid-DNA.[99] 

ATCUN-Peptid k2 (M-1 s-1) für CuII-Komplexe k2 (M-1 s-1) für NiII-Komplexe 

Gly-Gly-His 36 ± 2 13 ± 1 

Gly-Lys-His 46 ± 3 19 ± 1 

Lys-Gly-His-Lys 109 ± 4 34 ± 4 

 

 
 

ABBILDUNG 3.3:Strukturen verschiedener ATCUN-Peptide.[96–99] 
(M I I = CuI I oder NiI I) 

(a) Gly-His-Lys, (b) Gly-Lys-His, (c) Lys-Gly-His-Lys, (d) Arg-Gly-His-Leu. 

 

Darüber hinaus konnte in den letzten Jahren auch gezeigt werden, dass sich gänzlich 

neu designte Aminosäuresequenzen als hochselektive Chemosensoren für Kupfer(II)-

Ionen eignen.[100,101] Dabei ist das von der Arbeitsgruppe um BARBARA IMPERIALI 

synthetisierte Pentapeptid Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 für die vorliegende Arbeit von 

großer Bedeutung:[100] Die Sequenz des Peptids wurde dahingehend entwickelt, dass die 



Ergebnisse und Diskussion | ATCUN-Komplexe | Stand der Forschung 

24 

Bindungsspezifität für NiII- und CuII-Ionen im Vergleich zu GGH erhöht wird. Der Austausch 

eines Glycins durch die N-terminale 2,3-Diaminopropionsäure (Dap) ermöglicht es zudem, 

funktionale Moleküle wie Fluoreszenzfarbstoffe oder zusätzliche Liganden zur 

Komplexierung von Metallen einzubauen, während weiterhin eine freie Aminogruppe für 

das ATCUN-Motiv zur Verfügung steht. IMPERIALI et al. zeigten hier bereits, dass die 

Fluoreszenz eines gekoppelten Dansyls durch die Komplexierung von CuII-Ionen 

gequencht werden kann (Schema 3.3). Auf Grundlage dieser Arbeit wurden zahlreiche 

weitere Peptide mit unterschiedlichen Funktionalisierungen (Fluoreszenzfarbstoffe, 

Liganden, Metallkomplexe) dargestellt und untersucht, inwiefern die Funktionalisierungen 

zur Untersuchung der Prozesse bei der DNA-Spaltung ausgenutzt werden können bzw. 

wie sich die Effizienz der DNA-Spaltung verändern lässt.[102] 

 

 
 

SCHEMA 3.3: Strukturen des Pentapeptids (a) und des resultierenden Metallkomplexes unter Verlust der 

Fluoreszenz des gekuppelten Dansyls (b).[100] 
(Dansyl, 2,3-Diaminopropionsäure, β-Alanin, Histidin, Serin, Serin, Fluoreszenz) 
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3.1.2. Peptidsynthese 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Festphasen-Peptidsynthese 

Die Festphasen-Peptidsynthese (SPPS, solid phase peptide 

synthesis) wurde 1963 von ROBERT. B. MERRIFIELD entwickelt.[103] 

Mithilfe dieser Methode wurde die Synthese von Peptiden und 

Proteinen im Labor im Vergleich zur Flüssigphasen-Synthese stark 

vereinfacht. Neben der einfachen Durchführbarkeit und 

Aufreinigung der Peptide bietet die Festphasen-Synthese auch 

den Vorteil, dass unnatürliche Aminosäuren gekoppelt, 

Rückgratmodifikationen vorgenommen und D-Peptide, die 

gänzlich aus D-Aminosäuren bestehen (im Gegensatz zu den  

L-Aminosäuren in natürlichen Proteinen), synthetisiert werden 

können. Die Nutzung einer Festphase ist jedoch nicht für die 

Synthese im großen Maßstab geeignet und die Länge der Peptide 

ist auf etwa 50-70 Aminosäuren begrenzt. Größere Peptide 

können nur z.B. durch chemische Ligation eines Thioesters 

(C-terminal) mit einem Cystein (N-terminal) zweier kleinerer 

Peptide erhalten werden (Schema 3.4).[104] 

 

 

SCHEMA 3.4: Native chemische Ligation.[104] 
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Bei der Festphasen-Synthese besteht die feste Phase (Harz) oft aus 

verzweigtem Polystyrol, wodurch sie selbst in den verwendeten 

Lösungsmitteln unlöslich wird. Bei der Synthese wird zunächst eine 

an der Aminogruppe geschützte Aminosäure kovalent über die 

Carboxylfunktion an das Harz gebunden. Anschließend wird nach 

Entfernen überschüssiger Reagenzien und Waschlösungen die 

Schutzgruppe am N-Terminus entfernt und es kann die nächste 

Aminosäure gekoppelt werden. Diese Schritte werden so lange 

wiederholt, bis die gewünschte Peptidsequenz synthetisiert ist. 

Abschließend werden durch das Behandeln der Festphase mit 

einer Abspaltlösung das Peptid sowie alle verbliebenden 

Schutzgruppen entfernt (Schema 3.5).[105] 

 

 
 

SCHEMA 3.5: Darstellung der Festphasen-Peptidsynthese.[105] 

 

Standardmäßig wird für eine orthogonale Schutzgruppenchemie 

bei der Synthese nach Fmoc- oder Boc-Strategie verfahren. 

Werden die N-terminalen Aminogruppen mittels der basenlabilen 

Fmoc-Gruppe geschützt, kann diese einfach durch Piperidin 

entfernt werden. Boc-Gruppen hingegen sind säurelabil und 

können entsprechend mit Trifluoressigsäure oder HCl/Methanol 

abgespalten werden. Die Abspaltung von der Festphase 

geschieht dann entsprechend im jeweils anderen Medium. 
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Die Synthese aller Peptide in dieser Arbeit mit der von BARBARA IMPERIALI et al. entwickelten 

Sequenz R-Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 (R = H oder funktionales Molekül)[100] erfolgte 

manuell an einem MBHA-Harz mittels Standard-Fmoc-Strategie. Als Schutzgruppen für die 

Aminosäureseitenketten dienten säurelabile tert-Butyl- (tBu für Hydroxylfunktionen), 

4-Methyltrityl- (Mtt, für sekundäre Amine) und tert-Butyloxycarbonylgruppen (Boc,  

für primäre Amine) (Abbildung 3.4).[105] 

 

 

 

ABBILDUNG 3.4: Wichtige Strukturen für die Peptidsynthese. 
A: Struktur des verwendeten Harzes. 

B: Übersicht über die verwendeten Schutzgruppen. 

(PS = Polystyrol) 

 

Die Schritte der durchgeführten Peptidsynthesen sind in Schema 3.6 zusammengefasst. 

Die Reaktionsmechanismen der einzelnen Teilschritte sind am Beispiel der ersten 

Aminosäure (Serin) in Schema 3.7 und Schema 3.8 gezeigt. 

  

A 

B 
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Fmoc-Ser1-Harz H-Ser1-Harz 

Fmoc-Entschützung 

Aktivierung 

Kopplung 

Fmoc-Ser1-OH 

Fmoc-Ser1-Harz 

Harz 

SCHEMA 3.6: 

Schema für die 

Synthese der 

Peptide.[100] 

SCHEMA 3.8: Fmoc-Entschützung von Serin mit der Base Piperidin.[105] 

 

SCHEMA 3.7: Aktivierung des C-Terminus‘ von Serin und anschließende Kopplung an das Harz.[105]  
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Im ersten Reaktionsschritt wird die Fmoc-geschützte Aminosäure am C-Terminus durch 

die tertiäre Base DIPEA deprotoniert. Die sterische Abschirmung des Stickstoffatoms in 

DIPEA ermöglicht es, dass ausschließlich ein Proton vom freien Elektronenpaar 

angegriffen werden kann. Die deprotonierte Aminosäure greift daraufhin das 

Phosphoratom des PyBOPs an und die Benzotriazoleinheit wird abgespalten. Diese 

wiederum greift den Carbonylsauerstoff des Serins an und es wird die aktivierte 

Aminosäure (Aktivester) erhalten. Triebkraft dieser Reaktion ist die Bildung der  

P=O-Doppelbindung im Phosphorsäuretriamid. Durch Angriff einer Aminogruppe (vom 

Harz oder der vorherigen Aminosäure) an der Carboxylfunktion des Aktivesters entsteht 

schließlich die neue Peptidbindung (Schema 3.7).[105] 

Für die Fmoc-Entschützung der neu gekoppelten Aminosäure wird die sekundäre Base 

Piperidin verwendet, die das acide Proton an der Fmoc-Gruppe abstrahiert. Nach 

Umlagerung durch die Deprotonierung spaltet sich zuerst die Fluorenyleinheit ab, die mit 

einem weiteren Piperidin abreagiert, und anschließend erhält man unter CO2-Freisetzung 

die freie Aminogruppe am N-Terminus (Schema 3.8).[105] 

 

Für die Kopplung der letzten Aminosäure, N2-Boc-2,3-Diaminopropionsäure (1), wurde 

diese zunächst in 𝛽-Position mit Fmoc-Cl (2) geschützt (Schema 3.9).[106] 

 

  
 

SCHEMA 3.9: Einführung der Fmoc-Schutzgruppe für N2-Boc-2,3-Diaminopropionsäure (1).[106] 

 

Nach Fmoc-Entschützung der Aminosäure 3 an der Festphase wurden in einem letzten 

Kopplungsschritt verschiedene Moleküle an die freie Aminogruppe gekoppelt. Die 

anschließende Abspaltung der funktionalisierten Peptide von der Festphase sowie die 

gleichzeitige Entfernung aller Seitenketten-Schutzgruppen mittels Trifluoressigsäure (TFA), 

wodurch die freien Peptide erhalten werden, ist allgemein im Schema 3.10 gezeigt. 

Aufgrund der Harzstruktur wurden alle Peptide am C-Terminus als Amid erhalten. 
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SCHEMA 3.10: Abspaltung der funktionalisierten Peptide von der Festphase. 
(2,3-Diaminopropionsäure, β-Alanin, Histidin, Serin, Serin) 

 

Die Aufreinigung der freien Peptide erfolgte mittels RP-HPLC und die anschließende 

Analyse mithilfe von ESI-Massenspektrometrie. Die entsprechenden CuII- und NiII-

Komplexe wurden jeweils in situ mit CuCl2- bzw. NiCl2-Lösung in einem Peptid : Metall(II)-

Verhältnis von 1 : 0.8 bzw. 1 : 1.6, wenn zwei Ionen gebunden werden können, erzeugt 

und ebenfalls über ESI-MS charakterisiert. 

 

Eine Übersicht der für diese Arbeit relevanten Peptide ist in Abbildung 3.5 dargestellt. 

Dabei bezeichnen P bzw. P2 die Aminosäuresequenzen Dap-βAla-His-Ser-Ser-CONH2 bzw. 

Dap-βAla-His-Ser-Ser-Dap-βAla-His-CONH2 sowie NH2, RhB, Dns, FITC, BODIPY, DPMa, DPMe, 

Fc und Phen die jeweilige Funktionalisierung des N-Terminus‘. Die einzelnen Gruppen der 

Peptide werden in den nachfolgenden Abschnitten genauer besprochen. 
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ABBILDUNG 3.5: Übersicht der relevanten Peptide. 
(2,3-Diaminopropionsäure, β-Alanin, Histidin, Serin, Serin) 
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3.1.3. Fluorophor-ATCUN-Peptide 

Wie zuvor erwähnt, zeigte die Arbeitsgruppe um BARBARA IMPERIALI, dass die Fluoreszenz 

eines am Peptid gebundenen Farbstoffes durch die Komplexierung von Kupfer(II)-Ionen 

gequencht werden kann.[100] Ausgehend von diesem Ansatz wurden bereits in 

Experimenten während meiner Masterarbeit die Fluorophore Rhodamin B, Dansylchlorid 

und Fluoresceinisothiocyanat an das Peptid P-NH2 gekoppelt und hinsichtlich ihrer 

Fluoreszenzeigenschaften und DNA-Spaltaktivität untersucht.[107] Diese ersten 

Untersuchungen wurden im Verlauf der vorliegenden Arbeit verifiziert und deutlich 

erweitert. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Absorptions- und Emissionsspektroskopie 

Mithilfe der Spektroskopie lassen sich sowohl die Eigenschaften 

von Absorbern (Absorptionsspektroskopie, UV/Vis-Spektroskopie) 

als auch von Strahlungsquellen (Emissionsspektroskopie, 

Fluoreszenzspektroskopie) untersuchen. Die UV/Vis-Spektroskopie 

nutzt dabei elektromagnetische Wellen des sichtbaren und 

ultravioletten Lichts. Dies führt zur Anregung von Valenzelektronen 

der bestrahlten Moleküle (Abbildung 3.6).[108,109]  

 
 

ABBILDUNG 3.6: Vereinfachte Darstellung des Jablonski-Diagramms  

für den Prozess der Absorption.[108,109] 
(– Energieniveaus,  Absorption) 
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Um ein Elektron von einem niedrigeren in ein höheres 

Energieniveau anzuheben, muss die Energie des eingestrahlten 

Photons genau der Energiedifferenz zwischen den beiden 

Energieniveaus entsprechen. Klassisch betrachtet ist es also 

notwendig, dass das Molekül zumindest temporär einen Dipol 

besitzt, der mit einer Frequenz ν schwingt, um mit einem Photon 

dieser Frequenz wechselwirken zu können. Dieses temporäre 

Dipolmoment zwischen den beiden Energiezuständen wird 

Übergangsdipolmoment µ  genannt. Es ist durch einen Vektor 

definiert, der die Richtung der Elektronenverschiebung anzeigt, 

und einer Länge, die proportional zur Intensität des Überganges 

ist.[110,111] Der Betrag des Übergangsdipolmoments ist dabei ein 

Maß für die Ladungsumverteilung während des Übergangs, d.h. 

das Molekül kann umso besser Strahlung absorbieren, je 

ausgeprägter der Dipolcharakter der Ladungsumverteilung ist.[110] 

 

Anwendung findet die UV/Vis-Spektroskopie beispielsweise bei 

der Bestimmung von Konzentrationen einer Lösung. Mithilfe des 

LAMBERT-BEERschen Gesetzes, das die Abschwächung der 

Intensität einer Strahlung beim Durchgang durch ein Medium 

beschreibt, kann bei bekanntem Extinktionskoeffizienten 𝜀  über 

den Zusammenhang 

 

𝐸 = log (
𝐼0

𝐼
) = 𝜀 ∗ 𝑐 ∗ 𝑑 

mit 𝐸 = Extinktion, 𝐼0 = Intensität des einfallenden Lichts, 

𝐼 = Intensität des transmittierten Lichts und 𝑑 = Schichtdicke 

 

die Konzentration 𝑐  der absorbierenden Substanz berechnet 

werden.[112] 

 

 

(F1-1) 
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Die Untersuchung einer Strahlungsquelle mittels ihrer Emission 

kann hingegen durch die Fluoreszenzspektroskopie realisiert 

werden. Dabei nutzt man häufig den Vorteil aus, dass der Prozess 

der Fluoreszenz bei vielen organischen Verbindungen mit 

konjugiertem Doppelbindungssystem leicht durch ultraviolette 

Strahlung oder sichtbares Licht angeregt werden kann. 

 

Das eigentliche Phänomen der Fluoreszenz ist bereits seit dem 

17. Jahrhundert bekannt. Jedoch erst mit der Entdeckung der 

Rotverschiebung wurde dieses verständlich. 1852 erkannte 

GEORGE STOKES, dass das von fluoreszierenden Stoffen emittierte 

Licht stets eine größere Wellenlänge als das absorbierte Licht hat 

(Abbildung 3.7).[113] Der Abstand zwischen Absorptions- und 

Emissionsmaximum ist dabei sowohl vom fluoreszierenden Stoff als 

auch von der Umgebung (z.B. Lösungsmittelpolarität, pH-Wert, 

Temperatur) abhängig. 

  
 

ABBILDUNG 3.7: Stokes-Shift (Rotverschiebung) im Fluoreszenzspektrum. [113] 
(λmax = Absorptionsmaximum, λem = Emissionsmaximum) 

 

Mithilfe des Jablonski-Diagramms in Abbildung 3.8 können die 

Vorgänge der Fluoreszenz veranschaulicht werden.[108,109] 
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ABBILDUNG 3.8: Vereinfachte Darstellung des Jablonski-Diagramms  

für den Prozess der Fluoreszenz.[108,109] 
(– Schwingungsniveaus,  Absorption,  Fluoreszenz,  

 strahlungslose Deaktivierung,  Schwingungsrelaxation) 

 

Wird wie bei der UV/Vis-Spektroskopie von einem Elektron im 

Singulett-Grundzustand 𝑆0  elektromagnetische Strahlung 

absorbiert, geht das Elektron in einen angeregten Singulett-

Zustand ( 𝑆𝑛 ) über. Nach der Anregung fällt das Elektron 

strahlungsfrei durch Schwingungsrelaxation zurück auf ein 

𝑆1 -Niveau. Fluoreszenz lässt sich dann beobachten, wenn das 

Elektron spontan nach einer sehr kurzen Lebensdauer des 

angeregten Zustandes unter Aussenden eines Photons wieder auf 

ein Niveau des Grundzustandes zurückkehrt. Die Energie des 

emittierten Photons ist dabei von der Energiedifferenz zwischen 

dem oberen und dem unteren Energieniveau abhängig. Das 

Verhältnis aus der Anzahl der emittierten zu der Anzahl der 

absorbierten Photonen wird als Fluoreszenzquantenausbeute (𝛷) 

bezeichnet. Meist liegt die Ausbeute unterhalb von 1 aufgrund 

des konkurrierenden Auger-Effektes, bei dem in der 

Elektronenhülle eines angeregten Atoms ein unbesetzter 

Elektronenzustand durch ein Elektron der äußeren Schalen besetzt 

wird.  
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Die freiwerdende Energie wird dabei strahlungsfrei auf ein 

anderes Elektron des Atoms übertragen, das anschließend als 

Auger-Elektron das Atom verlässt (Abbildung 3.9).[114,115] 

  
 

ABBILDUNG 3.9: Vereinfachte Darstellung des Auger-Effektes.[114,115] 
(– Elektronenschalen,  äußere Anregung,  Energieübertragung) 

 

Im Gegensatz zur Absorptionsspektroskopie bietet die 

Fluoreszenzspektroskopie den Vorteil, dass absolute Intensitäten 

gemessen werden, wodurch eine geringere Nachweisgrenze für 

Moleküle erreicht wird. 

 

3.1.3.1. BODIPY-Fluorophore 

Aus der Literatur ist bekannt, dass auch die Fluoreszenz von Farbstoffen mit dem BODIPY-

Grundgerüst durch Kupfer(II)-Ionen gequencht wird (Abbildung 3.10).[116] Daher sollte die 

Reihe an Fluorophor-ATCUN-Peptiden um diesen Farbstoff erweitert werden. 

 

497 𝑛𝑚 = 𝜆𝑚𝑎𝑥 

504 𝑛𝑚 = 𝜆𝑒𝑚 

6.4 ∗ 104 𝑀−1𝑐𝑚−1 = 𝜀 

0.97 = 𝛷 

 

𝜆𝑚𝑎𝑥 = 505 𝑛𝑚 

𝜆𝑒𝑚 = 511 𝑛𝑚 

𝜀 = 9.1 ∗ 104 𝑀−1𝑐𝑚−1 

𝛷 = 0.94 

 

ABBILDUNG 3.10: Grundgerüst der BODIPY-Fluorophore (a)[117]  

und Struktur des methylierten BODIPYs (b).[118] 
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Das wissenschaftliche Interesse an BODIPY-Derivaten hat sich seit der zufälligen 

Entdeckung dieser Struktur und seiner fluoreszierenden Eigenschaften durch ALFRED TREIBS 

und FRANZ-HEINRICH KREUZER 1968 zunehmend verstärkt.[119] Die hohe thermische und 

photochemische Stabilität, die chemische Robustheit und, dass die Absorptions- und 

Emissionsspektren vieler BODIPY-Derivate einen kleinen Stokes-Shift, einen relativ hohen 

Extinktionskoeffizienten und eine hohe Fluoreszenzquantenausbeute aufweisen 

(Abbildung 3.10)[118,120,121], machen diese Verbindungen zu attraktiven Markern für 

biomolekulare Anwendungen.[122] Die Absorptions- und Emissionsspektren sind dabei 

aufgrund der Orthogonalität des elektrischen und des Übergangsdipolmoments relativ 

unabhängig von Umgebungsfaktoren wie dem Lösungsmittel, da die Polarität des 

Lösungsmittels beim Prozess der Anregung keinen Einfluss auf die Veränderung der 

Orbitale im Grundzustand hat (Abbildung 3.11).[111,120,121] 

 

 

  
 

ABBILDUNG 3.11: Darstellung von 

elektrischem und Übergangs-

dipolmoment in BODIPY.[111] 
(Partialladungen) 

 

 
 

ABBILDUNG 3.12: Nummerierung 

des BODIPY-Motivs nach dem 

Vorbild der Stammverbindung 

Indacen.[120] 

 

Aufgrund der Anfälligkeit für elektrophile Angriffe und der Instabilität des Dipyrromethens 

als Vorstufe oberhalb von -40 °C konnte das unsubstituierte BODIPY erst 2009 unabhängig 

von drei Arbeitsgruppen dargestellt werden.[117,123,124] Die einfache Derivatisierung des 

BODIPY-Motivs während der Synthese ermöglichte aber bereits zuvor die Darstellung 

zahlloser Verbindungen. Ein wesentlicher Nachteil dieser Verbindungen ist jedoch ihre 

hohe Basenlabilität, infolge der es zur Abspaltung der BF2-Gruppe kommt. Obwohl dies 

den Einsatz in Anwendungen wie der Festphasen-Peptidsynthese erheblich erschwert[118], 

sollte für die Kopplung des Farbstoffes an Peptide ein Derivat dargestellt werden, dass in 

meso-Position über eine Carboxylgruppe verfügt (Abbildung 3.12). In einem ersten Ansatz 

wurde daher nach einer Vorschrift von XIAOJUN PENG et al. das BODIPY-Derivat 6 in einer 

Eintopf-Reaktion (Schema 3.11) synthetisiert.[125] 
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SCHEMA 3.11: Synthese des BODIPY-Derivates 6.[125] 

 

In zwei aufeinanderfolgenden elektrophilen aromatischen Substitutionen (SEAr) durch 

Bernsteinsäureanhydrid (5) am Pyrrol 4 wird zunächst in situ das Dipyrromethen 6a als 

Zwischenprodukt gebildet. Durch Zugabe von Triethylamin und Bortrifluorid-

Diethyletherat, das durch 6a koordiniert wird, konnte das Produkt 6 erhalten werden. 

Obwohl die Ausbeute mit 12 % noch deutlich unter der Literaturausbeute von 21 % liegt, 

konnte sie durch die Verwendung von 2,4-dimethylsubsituiertem Pyrrol im Vergleich zum 

unsubstituierten Pyrrol um etwa zehn Prozentpunkte erhöht werden, da Nebenreaktionen 

in 𝛼- und 𝛽-Position von 6a unterdrückt werden können.[125,126] 

 

Die Kopplung des Farbstoffes 6 an das Peptid P-NH2 sowie die nachfolgende Abspaltung 

von der Festphase in Analogie zu den in Abschnitt 3.1.2 gezeigten Reaktionen führte 

aufgrund der Instabilität der B-N-Bindungen im BODIPY zur Bildung des Dipyrromethen-

Peptids 7 (Abbildung 3.13).[107,118] Obwohl das Peptid 7 ohne BF2-Gruppe keine 

Fluoreszenzeigenschaften besitzt, könnte die Dipyrromethen-Gruppe in zukünftigen 

Untersuchungen zur DNA-Spaltung durch ATCUN-Peptide als zusätzliche 

Koordinationsstelle für Metallionen von Interesse sein. 

 

 
 

ABBILDUNG 3.13: Struktur des Peptids 7 nach massenspektrometrischer Analyse.[107] 
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Aufgrund der geringen Ausbeute bei der Synthese des BODIPYs 6 wurde für weitere 

Kopplungsversuche ein anderes BODIPY-Derivat synthetisiert. Das Derivat 12 kann dabei 

entweder ebenfalls in einer Eintopf-Reaktion nach XIAOJUN PENG et al.[127] (a) oder in einer 

mehrstufigen Reaktion in Anlehnung an eine Vorschrift für Porphyrine von  

JONATHAN S. LINDSEY et al.[128] (b) erhalten werden (Schema 3.12). 

 

 
 

SCHEMA 3.12: Synthese des BODIPY-Derivates 12 in einer Eintopf-Synthese (a)[127]  

und einer mehrstufigen Reaktion (b).[128] 

 

Obwohl der Reaktionsweg (b) synthetisch wesentlich aufwendiger ist, liefert er deutlich 

bessere Ausbeuten aufgrund der Isolierung und Aufreinigung des Zwischenprodukts 10, 

wodurch bei der Oxidation mit 2,3-Dichlor-5,6-dicyano-1,4-benzochinon (DDQ) 

Nebenreaktionen mit Pyrrol (8) oder dem Aldehyd 9 verhindert werden. Für die 

Darstellung des BODIPYs 12 wurde diesmal auf Pyrrol (8) zurückgegriffen, da dieses im 

Reaktionsweg (b) nicht nur eines der Edukte ist, sondern gleichzeitig auch als 

Lösungsmittel dient. Somit kann kosteneffektiver gearbeitet werden als bei der 

Verwendung von 2,4-Dimethylpyrrol (4). Der Einsatz von 4-Carboxybenzaldehyd (9) 

wurde dadurch bedingt, dass die säurekatalysierte Aldehydkondensation zum Aufbau 

von BODIPY-Farbstoffen mit aliphatischen Aldehyden bisher nicht in der Literatur 

beschrieben wurde. 

Einkristalle zur Strukturbestimmung von 12 durch Röntgenbeugung wurden durch 

Eindampfen einer methanolischen Lösung erhalten (Abbildung 3.14 und Abbildung 3.15  

sowie Tabelle 3.3 und Tabelle 3.4 und Anhang).[129–132] 
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ABBILDUNG 3.14: Olex2-Darstellung der Molekülstruktur von 12 im Kristall.4,[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit) 

 

TABELLE 3.3: Kristallographische Daten für 12. 

Parameter BODIPY 12 

Empirical formula C16H11BF2N2O2 

Crystal system triclinic 

Space group P-1 

a [Å] 7.6130(10) 

b [Å] 7.8821(9) 

c [Å] 15.2447(18) 

α [°] 93.608(6) 

β [°] 95.655(6) 

γ [°] 104.900(6) 

V [Å3] 876.01(19) 

Z 2 

ρcalc [g cm-3] 1.1831 

µ (MoKα) [mm-1] 0.092 

F(000) 320 

Crystal size [mm3] 0.40 x 0.26 x 0.04 

2θ range 5.37 – 52.852 

Index range -9 ≤ h ≤ 9, -9 ≤ k ≤ 9, -19 ≤ l ≤ 19 

Collected/unique reflections 8941 / 3583 

Data / restraints / parameters 3583 / 0 / 212 

Goodness-of-fit on F2 1.031 

R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0467, wR2 = 0.1125 

R indices [all data] R1 = 0.0732, wR2 = 0.1192 

Largest diff. peak / hole [e Å-3] 0.20 / -0.33 
 

 TABELLE 3.4: Bindungslängen und -winkel in 12. 

Bindungslänge [Å] Bindungswinkel [°] 

B1-F1 1.375(2) F1-B1-F2 109.09(15) 

B1-F2 1.392(2) F1-B1-N1 111.26(15) 

B1-N1 1.553(2) F1-B1-N2 111.43(16) 

B1-N2 1.548(3) F2-B1-N1 109.43(16) 

N1-C1 1.390(2) F2-B1-N2 109.99(14) 

N1-C4 1.343(2) N1-B1-N2 105.59(14) 

N2-C5 1.343(2) B1-N1-C1 125.26(15) 

N2-C8 1.390(2) B1-N1-C4 126.44(15) 

C1-C2 1.420(2) B1-N2-C5 127.08(15) 

C2-C3 1.373(3) B1-N2-C8 125.45(14) 

C3-C4 1.380(3) N1-C1-C2 107.11(16) 

C1-C9 1.394(2) C3-C4-N1 110.40(17) 

C7-C8 1.414(2) C1-N1-C4 107.81(15) 

C6-C7 1.358(3) N2-C8-C7 107.65(15) 

C5-C6 1.398(2) C6-C5-N2 109.98(16) 

C8-C9 1.397(2) C5-N2-C8 107.40(15) 

C9-C10 1.477(2) C1-C9-C8 119.93(16) 

C13-C16 1.482(2) C1-C9-C10 120.23(15) 

Torsionswinkel [°] 

          C1-C9-C10-C11 -51.2(2) 

          C1-N1-B1-F1 -132.71(17) 

          C1-N1-B1-F2 106.67(19) 

                              C12-C13-C16-O1 -2.7(3) 
 

 

 

                                                 
4 Die Lösungsmittelmoleküle (2 MeOH) wurden zugunsten der Qualität der Struktur mittels Lösungsmittelmaske entfernt.[132] 
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ABBILDUNG 3.15: Olex2-Darstellung der Wechselwirkungen zwischen 12 in der Elementarzelle.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit) 

 

Die Molekülstruktur von 12 zeigt, dass das BODIPY-Gerüst nur nahezu planar ist. Das 

Boratom kippt um etwa 7.6° aus der Dipyrromethen-Ebene heraus und ist dabei von den 

Fluor- und Stickstoffatomen tetraedrisch umgeben. Dadurch steht die Ebene, die von der 

BF2-Gruppe aufgespannt wird, in etwa senkrecht zur Dipyrromethen-Ebene  

(∡  ~ 90.4°). Die Werte für die B-F-, B-N-, C-N- und C-C-Bindungslängen sind in guter 

Übereinstimmung mit Literaturergebnissen zu BODIPY-Strukturen und zeigen sowohl die 

Delokalisierung der π-Elektronen über das Gerüst als auch die Delokalisierung der 

positiven Ladung über beide B-N-Bindungen (Abbildung 3.14 und Tabelle 3.4).[125,127] Im 

Kristallgitter bilden die Carboxylgruppen intermolekulare Wasserstoffbrückenbindungen 

aus, sodass sich je zwei Moleküle in einer Kopf-zu-Kopf-Ausrichtung anordnen, wodurch 

die Phenylringe parallele Ebenen entlang der Winkelhalbierenden der b- und c-Achse 

bilden. Die Fluoratome wiederum wechselwirken mit dem nächsten Molekül durch 

Ausbildung von C-H ⋯ F-Wasserstoffbrückenbindungen mit dem Dipyrromethengerüst 

(Abbildung 3.15). Der Torsionswinkel zwischen der BODIPY-Ebene und dem in 

meso-Position enthaltenen Phenylring beträgt etwa -51°. Die Drehung des Phenylringes 
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aus der Ebene spricht in Zusammenhang mit in den Positionen 1 und 7 fehlenden 

Methylsubstituenten (vgl. BODIPY 6) für eine freie Rotation des Ringes in Lösung. Dies führt 

bei BODIPY-Farbstoffen häufig zu einer Abschwächung der Fluoreszenzintensität und  

-quantenausbeute aufgrund photoinduzierter Elektronenübertragungen (photoinduced 

electron transfer, PeT).[125,127] 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Photoinduzierter Elektronentransfer (PeT) 

Allgemein kann ein BODIPY mit Arylfunktionalisierung in 

meso-Position als Verbindung aus einer stark fluoreszierenden 

Gruppe (BODIPY-Gerüst) und einem dazu nicht-planaren, 

nicht-fluoreszierenden Substituenten (Phenylring) angesehen 

werden (Abbildung 3.16).  
 

  
 

ABBILDUNG 3.16: Zweiteilige Struktur von Aryl-BODIPYs. 
(fluoreszierendes BODIPY-Gerüst, nicht-fluoreszierender Substituent) 

 

Im Gegensatz zum normalen Prozess der Fluoreszenz (a) kann der 

meso-Substituent – besonders bei freier Rotation um die Bindung 

zum BODIPY – abhängig vom Oxidationspotential als 

Elektronendonor oder -akzeptor fungieren. Überträgt der 

Substituent aus seinem HOMO im angeregten Zustand der 

fluoreszierenden Gruppe ein Elektron, dient diese als Akzeptor (b) 

(reduktiver PeT). Als Folge vermindert sich die Fluoreszenz. Ebenso 

findet eine Fluoreszenzverminderung statt, wenn beim oxidativen 

PeT der angeregte Fluorophor ein Elektron in das LUMO des 

Substituenten überträgt (c). Die Art des Elektronentransfers hängt 
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dabei vor allem von den Substituenten am Phenylring ab. Stark 

elektronenziehende Gruppen verringern beispielsweise die 

Energie des LUMOs des Aromaten, sodass er Elektronen aus dem 

höher liegenden LUMO des BODIPY-Fluorophors aufnehmen und 

der Prozess des oxidativen Transfers ablaufen kann  

(Abbildung 3.17).[120,126,133] 

 

  
 

ABBILDUNG 3.17: Schematische Orbitaldarstellung  

des photoinduzierten Elektronentransfers.[120,126] 

 
Auch wenn es im BODIPY 12 durch den Phenylring zu einer Verringerung der 

Quantenausbeute kommt, so reicht die Fluoreszenzintensität für die nachfolgenden 

Untersuchungen aus (Tabelle 3.5).[125,127] Das PeT-Fluoreszenzquenching ist also an dieser 

Stelle nicht von wesentlicher Bedeutung, hat jedoch eine große Bedeutung bei der 

Untersuchung des Mechanismus‘ der Fluoreszenzlöschung (vgl. Abschnitt 3.1.3.5).  
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TABELLE 3.5: Fluoreszenzeigenschaften einiger BODIPY-Derivate in Ethanol.[125,127] 

BODIPY 
Substituenten 

𝜀 [104 M-1 cm-1] 𝛷 

meso 1,7 

-[125] -CH2CH2COOH -H 5.6 0.66 

5[125] -CH2CH2COOH -CH3 8.3 0.79 

12[127] -C6H4COOH -H 6.4 0.031 

-[127] -C6H4COOH -CH3 12.0 0.59 

 

Um bei der Kopplung des BODIPYs 12 die Bedingungen der Festphasen-Peptidsynthese 

zu umgehen, wurde das Peptid P-NH2 zunächst dahingehend modifiziert, dass die letzte 

Aminosäure (Dap) durch ein Cystein ersetzt wurde. Der Farbstoff sollte anschließend über 

ein Maleimid in der Flüssigphase an die Thiolgruppe gekoppelt werden (Schema 3.13). 
 

 
 

SCHEMA 3.13: Synthese des Maleimids 14/14a[134] und die geplante Kopplung an das  

cysteinhaltige-Peptid 15. 
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Die Synthese des Maleimids 14 orientierte sich an einer Vorschrift von RAINER HAAG  

et al.[134] Hierbei reagieren die Carbonsäure 12 und das Aminoethylmaleimid 13 in 

ähnlicher Weise wie Aminosäuren bei der Peptidsynthese.[134] Nach Analyse des 

Reaktionsproduktes konnte festgestellt werden, dass auch die verhältnismäßig geringen 

Mengen der Base DIPEA, die für die Kopplung notwendig sind, ausreichen um die BF2-

Gruppe aus 12 abzuspalten. Es konnte daher lediglich das Dipyrromethen-Maleimid 14a 

erhalten werden konnte. 

Da eine Kopplung der BODIPY-Farbstoffe 6 und 12 unter Erhalt der BF2-Gruppe mit den 

gewählten Bedingungen nicht durchgeführt werden konnte, sollte erneut der 

Farbstoff 12 nach der Standard-Peptidsynthese an das Peptid P-NH2 gekoppelt werden 

(Schema 3.14). Die BF2-Gruppe sollte dann nachträglich wieder in das Dipyrromethen-

Gerüst eingefügt werden (a). Da zu diesem Zeitpunkt nicht klar war, ob diese Methode 

funktioniert, sollte in einem zweiten Ansatz das Dipyrromethan 10 ebenfalls an das Peptid 

gekoppelt werden. Ausgehend von 10 wäre die Darstellung des entsprechenden 

BODIPYs synthetisch möglich (vgl. Synthese von 12, Schema 3.12) unter der 

Voraussetzung, dass das Peptid während der Oxidation mit DDQ stabil ist (b). 

 

 
 

SCHEMA 3.14: Synthesewege für die Darstellung des Peptids P-BODIPY. 

 

Die Aufreinigung des Syntheseansatzes nach der Kopplung von 10 mittels RP-HPLC und 

die Analyse über ESI-Massenspektrometrie zeigten, dass ein nachträgliches Einführen der 

BF2-Gruppe nicht möglich ist: Im Peptid P-DPMa kommt es zur Abspaltung eines 

Pyrrolringes aufgrund der generellen Instabilität von Dipyrromethanen gegenüber Licht, 

Luft und Säure.[126]  
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Massenspektrometrisch lassen sich dabei die zwei Hauptprodukte 16 und 17 

unterscheiden (Abbildung 3.18). Bei der Verbindung 16 dürfte es sich um ein Derivat 

handeln, bei dem das zentrale Kohlenstoffatom einen Pyrrolring trägt und das zweite 

Pyrrol durch ein Wasserstoffatom substituiert wurde. Für das Derivat 17 hingegen ist eine 

kationische Struktur denkbar (Trifluoracetat-Salz). Dass es sich bei den Verbindungen 16 

und 17 nicht um die gleiche Spezies handelt und hier lediglich ein Masseneffekt vorliegt, 

zeigt sich vor allem daran, dass beide Verbindungen sich mittels HPLC trennen lassen und 

in den einzelnen Fraktionen nicht beide Spezies massenspektrometrisch nebeneinander 

nachzuweisen sind. Ebenso zeigen beide Fraktionen eine deutlich unterschiedliche Farbe 

(Abbildung 3.18). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.18: Strukturen und analytische Daten der Verbindungen 16 und 17. 

 

Die Analyse der Kopplung von 12 mit dem Peptid P-NH2 zeigte hingegen einerseits, dass 

sich wie erwartet das Peptid P-DMPe gebildet hat, aber andererseits auch, dass das 

Peptid P-BODIPY enthalten war. Beide Peptide konnten mithilfe der HPLC getrennt und 
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isoliert werden, sodass eine erneute Einführung der BF2-Gruppe nicht notwendig war 

(Abbildung 3.19). Ob sich dieses Ergebnis ausschließlich mit dem BODIPY 12 ergibt und 

auch reproduzieren lässt, wurde im Rahmen dieser Arbeit nicht überprüft. Dieser Ansatz 

sollte jedoch zukünftig weiter untersucht werden, da eine mögliche Festphasen-

Kopplung ausgewählter BODIPY-Derivate eine enorme Vereinfachung der 

Fluoreszenzmarkierung darstellen könnte. 

 
 

  
 

ABBILDUNG 3.19: Strukturen und analytische Daten der Peptide P-DPMe und P-BODIPY. 

 

3.1.3.2. Ausbeutebestimmung der Peptide 

Die Ausbeutebestimmung von Peptiden und Proteinen nach der Synthese und 

Aufreinigung über Wägung stellt oftmals keinen zuverlässigen Weg dar, da die Ausbeute 

durch Wasser und Salze verfälscht werden könnte. Die Bestimmung erfolgt daher meist 

über die Absorption von Aminosäuren mit aromatischen Seitenketten bei 280 nm. Den 

größten Anteil an dieser Absorption haben dabei die Aminosäuren Tryptophan und 
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Tyrosin.[135] Das verwendete Peptid P-NH2 verfügt jedoch nicht über diese Aminosäuren 

und hat ebenfalls kein ausreichendes Molekulargewicht (mindestens 3000 g mol-1) für die 

Bestimmung mittels des Bradford-Assays, bei dem die Verschiebung des 

Absorptionsmaximums des roten Farbstoffes Coomassie-Brillant Blau G-250 von 470 nm zu 

595 nm durch Blaufärbung des Farbstoffes bei Bindung an kationische und unpolare 

Aminosäureseitenketten ausgenutzt wird.[136,137] Daher sollten die Absorptionen der 

gekoppelten Farbstoffe zur Ausbeutebestimmung genutzt werden. Unter der Annahme, 

dass die Extinktionskoeffizienten der freien und der gekoppelten Fluorophore 

unterschiedlich sind, wurden zunächst Vergleichsverbindungen mit Ethylendiamin 

synthetisiert, um ein zum Peptid möglichst ähnliches Bindungsmotiv zu erhalten  

(Schema 3.15).[138–140] Diese Variante der Ausbeutebestimmung konnte für verschiedene 

Peptide bereits erfolgreich angewendet werden.[102,107] 

 

 
 

SCHEMA 3.15: Ethylendiamin-Funktionalisierung der Farbstoffe. 
(a) Rhodamin B (für P-RhB)[138], (b) Dansylchlorid (für P-Dns)[139], (c) Fluoresceinisothiocyanat (für P-FITC)[140]. 

(zu den Peptiden analoges Bindungsmotiv des Farbstoffes) 
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Die Extinktionskoeffizienten der Verbindungen 22 – 24 wurden mithilfe der Messung von 

Konzentrationsreihen über UV/Vis-Spektroskopie bestimmt. Nach dem LAMBERT-BEERschen 

Gesetz (F1-1) kann durch die Auftragung der Absorption über die Konzentration aus der 

Steigung der Geraden der Extinktionskoeffizient direkt abgelesen werden. Die Ergebnisse 

sind in Tabelle 3.6 zusammengefasst.[102] 

 

TABELLE 3.6: Extinktionskoeffizienten der Verbindungen 22 – 24.[102] 

Verbindung Lösungsmittel 𝜆𝑚𝑎𝑥 [nm] 𝜀 [M-1 cm-1] 

Rhodamin 22 Ethanol + 0.1 M HCl 556 4 434 

Dansyl 23 Ethanol 336 2 582 

Fluorescein 24 
0.1 M HCl 

0.1 M NaOH 

439 

495 

34 094 

37 493 

 

Der verhältnismäßig kleine Extinktionskoeffizient des Rhodamins 22 lässt sich durch das 

Carbonsäure-Lacton-Gleichgewicht erklären, in dem sich Rhodamine und Fluoresceine 

in Lösung befinden. Die Bildung des Amids aus der Carbonsäure mit Ethylendiamin führt 

zu einer starken Verschiebung dieses Gleichgewichts. Rhodamin zeigt dabei nur in der 

offenen Amidform eine starke Absorption und Fluoreszenz, die besonders bei niedrigen 

pH-Werten vorliegt (Schema 3.16 und Abbildung 3.20).[102,107,141] Aus diesem Grund wurde 

die Bestimmung des Extinktionskoeffizienten in Ethanol mit 0.1 M HCl vorgenommen. 

 

 

   

SCHEMA 3.16: Gleichgewicht zwischen den beiden 

Rhodamin-Amidformen.[141] 
(offene Form 22a und Spirolactam-Form 22b)  

 ABBILDUNG 3.20: Absorptionsspektrum 

von 22 in Ethanol und saurem 

Ethanol.[102,107] 
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Das Fluorescein 24 unterliegt einem ähnlichen Gleichgewicht. Da die Funktionalisierung 

jedoch an der Isothiocyanatgruppe erfolgte und nicht an der Carbonsäure, ist die 

Absorptionsminderung wesentlich schwächer ausgeprägt. Unterschiedliche pH-Werte 

verändern hier vorwiegend die Wellenlänge des Absorptionsmaximums. Um eine 

definierte Absorption zu erhalten, wurde der Extinktionskoeffizient von 24 unter leicht 

sauren und leicht basischen Bedingungen bestimmt (Abbildung 3.21).[102,107] 

 
 

ABBILDUNG 3.21: Absorptionsspektrum von 24 in Wasser, Salzsäure und Natronlauge.[102,107]. 

 

Die Bestimmung der Ausbeute der Peptide P-RhB, P-Dns und P-FITC erfolgte mithilfe der 

Extinktionskoeffizienten in Tabelle 3.6 unter identischen Bedingungen. Die erhaltenen 

Ausbeuten wurden mit den Werten verglichen, die über die Wägung der Peptide 

erhalten wurden. Im Falle des Rhodamins konnte dabei keine Korrelation zwischen dem 

Farbstoff 22 und dem Peptid P-RhB festgestellt werden. Das Amid-Lactam-Gleichgewicht 

scheint demnach im funktionalisierten Farbstoff anders eingestellt zu sein als im Peptid. 

Der Vergleich der Ausbeuten für die anderen Peptide (P-Dns, P-FITC) zeigte jedoch, dass 

beide Methoden sehr ähnliche Werte liefern, weshalb für das Peptid P-RhB die Ausbeute 

über Wägung herangezogen wurde.[102] Da eine Bestimmung der Ausbeute über 

Wägung im vorliegenden Fall möglich ist, wurde für die Peptide P-DPMe und P-BODIPY 

aufgrund des hohen synthetischen Anspruchs und der Empfindlichkeit des Farbstoffes auf 

eine Funktionalisierung mit Ethylendiamin verzichtet. Zusätzlich zur Bestimmung über 

Wägung wurden zudem die Extinktionskoeffizienten des Dipyrromethens 11 und des 

BODIPYs 12 bestimmt, um zu testen, ob mit diesen Werten ein Vergleich der Ausbeuten 

möglich ist. 
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Das Dipyrromethen 11 wurde dazu nach den Vorschriften der Arbeitsgruppen um 

JONATHAN S. LINDSEY[128] und ALAIN VIGROUX[142] synthetisiert, da es bei der Synthese des 

BODIPYs 12 nur in situ erzeugt und nicht isoliert wurde (Schema 3.17). 

 

 
 

SCHEMA 3.17: Synthese des Dipyrromethens 11.[128,142] 

 

Die Absorptionsspektren sowie die Extinktionskoeffizienten der Verbindungen 11 und 12 

sind in Abbildung 3.22 und Tabelle 3.7 dargestellt (zum Vergleich wurde auch die 

Vorstufe 10 gemessen). Tabelle 3.7 enthält zudem den Vergleich der ermittelten 

Ausbeuten. 

 

  
 

ABBILDUNG 3.22: Absorptionsspektren und Bestimmung der Extinktionskoeffizienten von 10-12. 
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TABELLE 3.7: Extinktionskoeffizienten der Verbindungen 10 – 12 in H2O/MeCN (1:1) und Ausbeuten der 

zugehörigen Peptide. 

Verbindung 𝜆𝑚𝑎𝑥 [nm] 𝜀 [M-1 cm-1] Peptid 

Ausbeute [mg] 
Differenz [mg] 

𝛥𝑚 =  𝑚1 − 𝑚2 
𝑚1 

UV/Vis 

𝑚2 

Wägung 

DPMa 10 471 40 - - - - 

DPMe 11 
478 

348 

17 408 

8821 
P-DPMe 

18.67 

(22.2 %) 

19.48 

(23.1 %) 

-0.81 

(4.1 %) 

BODIPY 12 
501 

344 

21 214 

9540 
P-BODIPY 

7.70 

(8.4 %) 

7.99 

(8.7 %) 

-0.29 

(3.7 %) 

 

Die gezeigten Absorptionsspektren und Extinktionskoeffizienten lassen erkennen, dass das 

Dipyrromethan 10 nur in hohen Konzentrationen eine Absorption oberhalb von 300 nm 

zeigt. Die Oxidation von 10 zum aromatischen Dipyrromethen 11 erzeugt einen 

deutlichen Anstieg der Absorption. Die starke Absorptionsbande bei 478 nm kann dabei 

dem 𝑆0 → 𝑆1 (𝜋 − 𝜋∗)-Übergang zugeordnet werden. Die Bande bei 348 nm entspricht 

dem 𝑆0 → 𝑆2 (𝜋 − 𝜋∗)-Übergang. Die Koordination von BF2 führt im Farbstoff 12 nochmals 

zu einer Erhöhung der Absorptionen, wobei das 𝑆0 → 𝑆1 (𝜋 − 𝜋∗)-Absorptionsmaximum 

noch weiter rotverschoben wird (501 nm).[111,143] Der Vergleich der ermittelten Ausbeuten 

zeigt einerseits, dass die Kopplung von 11 und 12 an das Peptid die Absorptionsmaxima 

nicht verschiebt und dass die Bestimmung der Ausbeute über Wägung in sehr gutem 

Einklang mit der UV/Vis-bestimmten Ausbeute steht. Die geringe Ausbeute des BODIPY-

Peptids ist dabei auf die Instabilität des Farbstoffes zurückzuführen.  

Ähnliches konnte im Rahmen von Vorarbeiten bereits bei der Kopplung von 

Fluoresceinisothiocyanat beobachtet werden (P-FITC).[107] Die Stabilität einer 

Thioharnstoffbindung in Peptiden während der Abspaltung mit TFA wird in der Literatur 

unterschiedlich betrachtet.[144,145] Es konnte hier jedoch gezeigt werden, dass eine 

Kopplung von FITC an der Festphase möglich ist. Die Ausbeute fällt dabei mit etwa 1-3 % 

äußerst gering aus. Die Kopplung in der Flüssigphase ist in diesem Falle aufgrund der 

hohen Kosten des Farbstoffes und der Kopplungsreagenzien zu bevorzugen.[102,107] 
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Die Ausbeutebestimmung von ATCUN-Peptiden kann prinzipiell auch durch die Messung 

der Absorption des 𝑑 − 𝑑 -Übergangs des Kupfer(II)-Komplexes bei etwa 550 nm  

(bzw. 560 nm in Tris-HCl, pH 7.4) erfolgen.[146] Die starken Absorptionen der gebundenen 

Farbstoffe in diesem Wellenlängenbereich erschweren jedoch die Nutzung dieser 

Methode, weshalb sie ausschließlich für die Peptide P-NH2 und P2-NH2 genutzt wurde 

(Abbildung 3.23). Titriert man in kleinen Äquivalenzschritten CuCl2-Lösung zu einem 

Aliquot des Peptids, steigt die Absorption des entstehenden CuII-Komplexes solange an, 

bis das Peptid vollständig mit Kupferionen gesättigt ist. Dabei muss beachtet werden, 

dass ein Molekül des Peptids P2-NH2 zwei Äquivalente CuII-Ionen binden kann. Dies wurde 

zuvor über ESI-Massenspektrometrie geprüft. 
 

                

  

ABBILDUNG 3.23: Titrationskurven der Peptide P-NH2 (a) und P2-NH2 (b) mit CuCl2-Lösung. 
(10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4, Absorption der CuI I-ATCUN-Komplexe, Absorption eines CuII-Tris-Komplexes) 

 

Rechnet man die erhaltenen CuII-Konzentration aus der Titration der Aliquoten für den 

gesamten Syntheseansatz um, ergeben sich für die Ausbeuten 14.6 mg (26 % für P-NH2) 

und 8.8 mg (10 % für P2-NH2). Dabei wurden für die Konzentrationen der CuII-Ionen 

diejenigen zugrunde gelegt, bei denen anhand des Absorptionsmaximums noch definitiv 

auszuschließen war, dass sich bereits ein Kupfer(II)-Tris-Komplex (𝜆𝑚𝑎𝑥 = 650 nm) gebildet 

hat.[147]  
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3.1.3.3. Spaltung von Plasmid-DNA 

Zur Untersuchung der DNA-Spaltung wird im Regelfall die Methode der 

Gelelektrophorese genutzt. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Agarose-Gelelektrophorese[148] 

Die Gelelektrophorese ist eine analytische Methode, die zur 

Auftrennung von Molekülgemischen genutzt werden kann. Gele 

zur Trennung von DNA- bzw. RNA-Proben nach ihrer Größe 

bestehen dabei aus dem Polysaccharid Agarose, dessen 

Monomereinheit aus glycosidisch miteinander verbundener 

D-Galactose und 3,6-Anhydro-L-Galactose gebildet wird 

(Abbildung 3.24). 
 

 
 

ABBILDUNG 3.24: Struktur der Agarose. 
(D-Galactose, 3,6-Anhydro-L-Galactose) 

 

Agarose ist ein starker Gelbildner, der nach Erhitzen in Wasser 

beim Abkühlen ein Polymernetz durch Quervernetzung der 

kettenförmigen Moleküle über Wasserstoffbrückenbindungen 

ausbildet. Die Größe der Poren des Netzes kann dabei durch die 

Konzentration der Agarose beeinflusst werden (die Poren sind 

umso kleiner, je höher die Agarosekonzentration ist). Die Poren 

des Gels wirken dabei für die Proben ähnlich einem Sieb. Beim 

Anlegen eines elektrischen Feldes werden die negativ geladenen 

Nucleinsäurestränge durch den induzierten Ionenstrom horizontal 

in Richtung der Anode durch das Gel gezogen. Nach der 

Reptationstheorie, die die Retention von nicht-sphärischen 

Molekülen durch Reibung an der Gelmatrix beschreibt, bewegen 
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sich kleinere Moleküle dabei schneller durch das Gel als große 

(Abbildung 3.25).[149] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.25: Schematischer Aufbau der Agarose-Gelelektrophorese. 
(Die DNA-/RNA-Proben werden mit Saccharose + Bromphenolblau (Ladepuffer) versetzt und 

in die Taschen des Gels geladen. Durch Anlegen eines elektrischen Feldes werden die 

Proben ihrer Größe nach aufgetrennt (a). Die Anregung von Ethidiumbromid (EtBr) macht die 

DNA-Banden durch Fluoreszenz sichtbar (b).) 

 

Zur Detektion der aufgetrennten DNA-Fragmente (Banden) wird 

das Gel mit Ethidiumbromid angefärbt. Dieses interkaliert 

zwischen die Nucleobasen (Abbildung 3.26), wodurch das 

Absorptionsspektrum des Farbstoffes verändert wird.[150,151] Die 

Emission von Ethidiumbromid wird dadurch stark erhöht und kann 

dann nach Anregung mit ultraviolettem Licht zur Auswertung der 

Gele genutzt werden ( 𝜆𝑚𝑎𝑥  = 518 nm / 𝜆𝑒𝑚  = 605 nm). Die 

Fluoreszenzintensität ist dabei proportional zur DNA-/RNA-

Konzentration.[152,153] 

 

 

 

ABBILDUNG 3.26: Molekülstruktur der Interkalation von Ethidiumbromid  

zwischen die Ribonucleotide Cytidin und Guanosin.5,[89,150,151] 
(Kohlenstoff, Stickstoff, Sauerstoff, Phosphor) 

                                                 
5 Die Molekülstruktur des EtBr-Addukts wurde der Quelle [151] entnommen: H. M. Sobell et al.; J. Biomol. Struct. Dyn. 1984, 1, 1179-1194.  

Die Grafik wurde mittels des Programms Olex2 von OlexSys Ltd. erstellt.[89] 

Ethidiumbromid 
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Zur Untersuchung der Nucleaseeigenschaften von Molekülen wird 

häufig Plasmid-DNA als Modell für eine doppelhelicale DNA 

verwendet. Aufgrund der intramolekularen Spannung durch die 

Verdrillung dieser DNA ist diese verhältnismäßig einfach zu spalten 

und liefert gut auswertbare Gele. Im Allgemeinen können dabei 

drei unterschiedliche Banden im Gel unterschieden werden. Die 

drei Banden werden von den häufigsten Formen der Plasmid-DNA 

erzeugt, wenn diese durch Nucleasen gespalten wird: 

 Form I = superspiralisierte DNA (supercoiled) 

 Form II = offenkettige DNA (nicked, open circular) 

 Form III = lineare DNA (linear)  

Aufgrund der kompakten, knäueligen Form der supercoiled DNA 

wandert diese am schnellsten durch die Poren des Gels, gefolgt 

von der linearen und der offenkettigen Form (Abbildung 3.27). 

 

 

 

  
 

ABBILDUNG 3.27: Schematische Darstellung der drei DNA-Formen  

und ihres Laufverhaltens auf einem Agarose-Gel. 

 

 

Form I Form II Form III 
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Die generelle Spaltaktivität der Kupfer(II)-Komplexe der Fluorophor-ATCUN-Peptide 

gegenüber Plasmid-DNA pBR322 wurde bereits in früheren Experimenten eingehend 

untersucht.[102,107] Es konnte gezeigt werden, dass entsprechend der Ergebnisse von 

YAN JIN und JAMES A. COWAN die Peptidkomplexe nur in Anwesenheit von Ascorbinsäure 

als Reduktionsmittel in der Lage sind die DNA zu spalten.[75] Der Spaltungsgrad erhöht sich 

dabei mit steigender Konzentration der Komplexe, wobei eine effektive Spaltung erst ab 

20-25 µM beobachtet werden kann (Abbildung 3.28). Sie kann jedoch auch durch 

längere Inkubationszeiten gesteigert werden (Tabelle 3.8).[102,107] 
 

 
ABBILDUNG 3.28: Quantitative Auswertung der konzentrationsabhängigen DNA-Spaltaktivität der  

CuII-Komplexe von P-RhB, P-Dns und P-FITC bezüglich pBR322.[102,107] 
(0.025 µg µL-1 DNA in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und Abwesenheit von 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h) 

 

TABELLE 3.8: Zeitabhängige Spaltaktivität von Cu(P-RhB).[102,107] 
(0.05 mM Komplex und 0.025 µg µL -1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C) 

Zeit (h) Form II [%] Form III / Fragmente [%] 

1 92 ± 3 8 ± 4 

2 59 ± 7 41 ± 7 

4 10 ± 5 90 ± 5 
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Vergleicht man die Komplexe untereinander, steigt die Effizienz der DNA-Spaltung in der 

Reihenfolge Cu(P-RhB) < Cu(P-Dns) < Cu(P-FITC). Es kann vermutet werden, dass dies in 

Zusammenhang mit den Fluoreszenzfarbstoffen und ihrer Bindungen an das Peptid steht. 

Aufgrund der unterschiedlichen Länge und Beschaffenheit der Linker (P-RhB: Amid,  

P-Dns: Sulfonamid, P-FITC: Thioharnstoff) kommt es zu einer mehr (P-RhB) oder weniger  

(P-FITC) starken Annäherung des Farbstoffes an das Kupferzentrum, was wiederum eine 

unterschiedliche Orientierung der Farbstoffe und damit eine Änderung in der Interaktion 

mit DNA nach sich zieht (Abbildung 3.29). Die Vermutung findet sich unter Einbeziehung 

der Ergebnisse für Cu(GGH) und Cu(P-NH2) in Abbildung 3.30 sowie der 

Literaturergebnisse für Cu(GGH) (100 % Form II, 25 µM, 30 min)[75] bestätigt, da beide 

Komplexe in der Lage sind DNA noch effektiver zu schneiden.[102] 

 

  
 

ABBILDUNG 3.29: Mögliche sterische Orientierung der peptidgebundenen Farbstoffe.  
(– Peptid P-NH2, • CuI I-Zentrum,  verhältnismäßiger Abstand zum Farbstoffgrundkörper) 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.30: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von P-Dns, P-NH2 und GGH.[102] 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und Abwesenheit von  

0.25 mM Ascorbinsäure (Asc) bei 37 °C für 1 h)  
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3.1.3.4. Mechanismus der DNA-Spaltung 

Die Abhängigkeit der DNA-Spaltung von einem Reduktionsmittel wie Ascorbinsäure legt 

nahe, dass die Spaltung des Plasmids auf oxidativem Wege geschieht, da für die 

hydrolytische Spaltung keine Oxidations- oder Reduktionsmittel notwendig sind.[19,20] Zur 

genaueren Untersuchung des Reaktionsmechanismus‘ und zur Identifikation der an der 

Spaltung beteiligten ROS wurden die Komplexe Cu(P-NH2), Cu(P-RhB), Cu(P-Dns) und 

Cu(P-FITC) mit Plasmid-DNA und verschiedenen, beispielhaften Fängern für 

Sauerstoffspezies inkubiert (Tabelle 3.9).  

 

TABELLE 3.9: Literaturbekannte ROS-Fänger und die im Experiment verwendeten Konzentrationen. 

ROS-Fänger ROS Konzentration 

tert-Butanol (tBuOH)[154] Hydroxylradikale 200 mM 

Dimethylsulfoxid (DMSO)[155] Hydroxylradikale 200 mM 

Natriumazid (NaN3)[156] Singulettsauerstoff 10 mM 

Katalase (CAT)[49] Wasserstoffperoxid 2.5 mg mL-1 

Superoxiddismutase (SOD)[156] Superoxid 313 units mL-1 

 

Die Palette möglicher ROS-Fänger ist dabei sehr vielfältig. Neben einfachen Alkoholen 

oder Dimethylsulfoxid zum Abfangen von Hydroxylradikalen lassen sich auch 

mehrwertige Alkohole wie Glycerin oder Mannitol einsetzen.[157,158] In der Literatur finden 

sich als Quencher für Singulettsauerstoff auch Histidin[159], DABCO und Diphenylfuran, 

wobei jedoch die Selektivität letzterer umstritten ist.[160] Natriumazid dagegen ist selektiv 

für Singulettsauerstoff, kostengünstig und einfach handhabbar. Die Verwendung von 

Enzymen wie Katalase, Glutathionperoxidase oder Superoxiddismutase stellt bei diesen 

Experimenten einen besonderen Vorteil dar, da sie äußerst effektiv sind und ebenfalls im 

menschlichen Organismus bei oxidativem Stress eine identische Rolle für den Abbau von 

ROS übernehmen. Das Schema 3.18 zeigt einen Ausschnitt aus der Bildung und dem 

Abbau reaktiver Sauerstoffspezies in biologischen Systemen durch metallvermittelte oder 

enzymatische Reaktionen. Gleichzeitig gibt es einen Überblick über die bei den 

Quenchexperimenten ablaufenden Reaktionen.[161–170] 
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SCHEMA 3.18: Ausschnitt aus den Prozessen zur Erzeugung und zum Abbau von reaktiven 

Sauerstoffspezies in biologischen Systemen.[161–170] 
(Reaktive Sauerstoffspezies (• Radikal, •- Radikalanion), Erzeugung/Abbau von ROS (Enzyme, Antioxidantien, Metallionen), 

ROS-Fänger, Quenchreaktion, Edukt-/Produktspezies) 

 

Die Ergebnisse der Quenchexperimente sind exemplarisch anhand des Cu(P-RhB)-

Komplexes in Abbildung 3.31 gezeigt, da für alle getesteten Komplexe einschließlich 

Cu(GGH) identische Ergebnisse erzielt wurden. Der Mechanismus der Spaltung ist 

demnach für alle Komplexe der gleiche. Die Abbildung zeigt, dass die DNA-Spaltung 

durch tert-Butanol, Dimethylsulfoxid und Katalase deutlich inhibiert wird (Spuren 3, 4, 6). 

Damit ist davon auszugehen, dass sowohl Hydroxylradikale als auch Wasserstoffperoxid 

an der Spaltung beteiligt sind.[102] Dies steht im Einklang mit früheren Ergebnissen aus der 

Arbeitsgruppe um JAMES A. COWAN.[75] Die eher geringe Inhibierung der Spaltung durch 

tBuOH im Vergleich zu DMSO ist vermutlich darauf zurückzuführen, dass das entstehende 

tert-Butanolradikal schlechter stabilisiert wird und Folgereaktion zur weiteren Schädigung 

der DNA führen, wohingegen das DMSO-Radikal bzw. das gebildete Methylradikal keine 

zusätzliche Schädigung der DNA herbeiführen.[169] 
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ABBILDUNG 3.31: DNA-Spaltaktivität von 

Cu(P-RhB) bezüglich pBR322 in der 

Anwesenheit verschiedener ROS-

Fänger.[102] 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 Plasmid-DNA in 

10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 

 ABBILDUNG 3.32: DNA-Spaltaktivität von 

Cu(P-Dns), Cu(P-FITC) und Cu(P-RhB) 

bezüglich pBR322 in H2O und D2O.[102] 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL -1 Plasmid-DNA in  

10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der Anwesenheit von 

0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h)  

 

Darüber hinaus wird die Spaltung jedoch auch bei Anwesenheit von Natriumazid stark 

reduziert (Spur 5). Um zu überprüfen, ob dies tatsächlich auf eine Beteiligung von 

Singulettsauerstoff an der DNA-Spaltung zurückzuführen ist und kein Effekt des Azids selbst 

ist, wurden als Kontrollexperiment die Komplexe Cu(P-RhB), Cu(P-Dns) und Cu(P-FITC) wie 

zuvor mit DNA inkubiert. Das verwendete Wasser wurde jedoch gegen deuteriertes 

Wasser ersetzt. Singulettsauerstoff hat in H2O eine Lebensdauer von 2 – 7 µs. In D2O wird 

die Lebensdauer etwa um den Faktor 10 erhöht.[171] Daher sollten 1O2-abhängige 

Reaktionen in D2O effektiver verlaufen. Abbildung 3.32 zeigt das Ergebnis dieses 

Versuches und es wird deutlich, dass die DNA-Spaltung durch die Kupferkomplexe in D2O 

etwa um das Zwei- bis Dreifache verstärkt wird. Singulettsauerstoff stellt demnach 

ebenfalls eine reaktive Sauerstoffspezies bei der DNA-Spaltung durch CuII-ATCUN-

Komplexe dar.[102] Die Mechanismen zu dessen Bildung sind dabei jedoch nicht klar. 

Vermutet werden kann entweder ein direkter Energietransfer auf Triplettsauerstoff bzw. 

die thermische oder kupfervermittelte Zersetzung/Disproportionierung des 

Wasserstoffperoxids.[172] 
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Unter Vernachlässigung des Singulettsauerstoffs erfolgt die Spaltung von Plasmid-DNA 

also durch die Bildung von OH-Radikalen und H2O2 bei der Oxidation von CuI-Ionen mit 

molekularem Sauerstoff, wobei die CuI-Ionen durch die Reduktion von CuII mit 

Ascorbinsäure gebildet werden (Schema 3.19).[74,102,173] 

 

 
 

SCHEMA 3.19: Mechanismus der Erzeugung von ROS durch Cu II-Ionen und Ascorbinsäure.[74,102,173] 
(Superoxid konnte nicht mittels Quenchversuchen nachgewiesen werden, 

CuI und CuI I beschreiben komplexgebundene Kupferionen) 

 

Die Gegenwart von metallgebundenen Sauerstoffspezies, die nicht durch die 

Quenchversuche erfasst werden können, kann an dieser Stelle nicht ausgeschlossen 

werden. In der Literatur finden sich beispielsweise Untersuchungen an Cu-ATCUN-

Komplexen, die anhand von Versuchen mit dem Radikalfänger Rhodamin B sowohl 

Cu-Peroxo- als auch Cu-Hydroxylspezies als Intermediate bei der Erzeugung von ROS 

nahelegen (Schema 3.20).[75] 

 

 
 

SCHEMA 3.20: Bildung von metallgebundenen ROS durch Cu-ATCUN-Komplexe.[75] 
(CuI und CuI I beschreiben komplexgebundene Kupferionen) 

 

Neuere Analysen zeigten sogar mittels Cyclovoltammetrie und der Korrelation der 

Elektrodenpotentiale mit den Reaktionskonstanten für die Geschwindigkeit der 

DNA-Spaltung, dass ein CuIII/CuII-Redoxzyklus beteiligt ist. Die Potentiale offenbaren 

dabei, dass Cu-ATCUN-Komplexe durch Ascorbinsäure nicht direkt reduziert werden 

können. Inwiefern jedoch eine DNA-Spaltung unter reduzierenden Bedingungen, d.h. nur 

in Anwesenheit von Ascorbinsäure, durch Oxidation von CuII zu CuIII verlaufen soll, ist 

bisher ungeklärt.[99,174] 
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Zur Untersuchung des Redoxzyklus‘ für die hier vorliegenden CuII-Komplexe wurde 

exemplarisch der Komplex Cu(P-Dns) unter inerten Bedingungen in Tris-HCl-Puffer  

(auf D2O-Basis) NMR-spektroskopisch untersucht (Abbildung 3.33A). Das Spektrum zeigt 

die für eine paramagnetische CuII-Verbindung erwarteten verbreiterten Signale. Nach 

Zugabe von Ascorbinsäure weist das NMR-Spektrum hingegen scharfe, diamagnetische 

Signale auf (Abbildung 3.33B). Dies geht mit dem Verlust der für CuII-ATCUN-Komplexe 

typischen roten Färbung einher. Unter anaeroben Bedingungen können diese 

Beobachtungen nur durch die Reduktion des CuII-Zentrums erklärt werden.[102] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.33: NMR-Spektren von Cu(P-Dns).[102] 
A: 1 mM Peptid + 0.8 mM CuCl2 in 200 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in D2O 

B: Probe A + 5 mM Ascorbinsäure 

 

Diese Beobachtungen werden zusätzlich durch Gelelektrophorese-Experimente 

unterstützt. In der Anwesenheit von Neocuproin (neo, 2,9-Dimethyl-1,10-phenanthrolin), 

ein für CuI-Ionen spezifischer Chelator[175], wird die DNA-Spaltung mit Ascorbinsäure durch 

die Komplexe Cu(P-RhB) (a) und Cu(P-Dns) (b) stark inhibiert (Abbildung 3.34).[102] 

 

A B 
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ABBILDUNG 3.34: DNA-Spaltaktivität von Cu(P-RhB) (a) und Cu(P-Dns) (b) bezüglich pBR322  

in der Anwesenheit von Neocuproin.[102] 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 DNA in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der Anwesenheit von  

0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h) 

 

Zusammengefasst zeigen das NMR-Experiment und die Gelelektrophorese-Experimente 

die Beteiligung und die wichtige Rolle von CuI-Ionen bei der DNA-Spaltung unter den hier 

gewählten Bedingungen. 

 

3.1.3.5. Fluoreszenzuntersuchungen 

Mit den Ergebnissen aus Abschnitt 3.1.3.4 und dem Wissen, dass die Fluoreszenz 

verschiedener Farbstoffe durch paramagnetische CuII-Ionen gequencht werden 

kann[176–179], sollte in Fluoreszenzexperimenten gezeigt werden, wie sich die 

Komplexierung von Kupfer(II) durch ATCUN-Peptide auf die Farbstoffe Dansyl, 

Rhodamin B, Fluorescein und BODIPY auswirkt und inwiefern die Redoxprozesse während 

der DNA-Spaltung einen Einfluss auf dieses Phänomen haben. Für Rhodamin B muss dabei 

beachtet werden, dass die Fluoreszenz bei physiologischem pH-Wert (pH 7.4) auch in der 

Abwesenheit von Kupfer(II)-Ionen vollständig gequencht wird. Eine Nutzung der 

Fluoreszenz ist erst unterhalb eines pH-Werts von 6 möglich (Abbildung 3.35 und vgl. 

Abschnitt 3.1.3.2). Aus diesem Grund wurde die generelle Stabilität der Kupfer(II)-

Komplexe bei verschiedenen pH-Werten mittels UV/Vis-Spektroskopie untersucht 

(Abbildung 3.36). 
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ABBILDUNG 3.35: Fluoreszenzspektren 

von P-RhB bei unterschiedlichen  

pH-Werten. [102,107] 
(50 µM Peptid, λmax = 582 nm) 

 ABBILDUNG 3.36: UV/Vis-Spektren der  

pH-abhängigen Cu II-Bindung durch das 

Peptid P-Dns.[102] 
(2.0 mM Peptid, pH 2-14 mit HCl/KOH) 

 

Die Absorptionsspektren vom 1 : 1-Komplex von Cu(P-Dns) zeigen im Bereich von  

pH 2 - 4 ausschließlich eine breite Bande bei 800 nm, die typisch für CuII-Ionen in Wasser 

ist.[180] Bei steigendem pH-Wert nimmt die Intensität der Bande für den 𝑑 − 𝑑-Übergang 

des CuII-Peptid-Komplexes bei 525-550 nm zu, während die Bande für CuII-Ionen 

abnimmt.[181] Die Abbildung zeigt deutlich, dass ATCUN-Komplexe über einen weiten pH-

Bereich stabil sind, CuII-Ionen jedoch unterhalb eines pH-Wertes von 6 nicht durch die 

typische ATCUN-Koordinationsumgebung gebunden werden, da es zu keiner 

Deprotonierung der Amid-Stickstoffatome kommt. Dass die Peptide bei pH 5 trotzdem 

eine - wenn auch veränderte - Koordination von CuII-Ionen zeigen und dass Rhodamin B 

ab diesem pH-Wert intensiv fluoresziert, macht die Anwendung des Fluoreszenzkonzeptes 

auch bei nicht-physiologischen pH-Werten denkbar. Alle nachfolgenden 

Untersuchungen des Peptids P-RhB wurden daher bei einem pH-Wert von 5 durchgeführt. 

Da der Tris-HCl-Puffer nur im Bereich von pH 7.2 - 9.0 eine gute Pufferkapazität besitzt, 

wurde stattdessen der Britton-Robinson-Puffer verwendet, der über einen wesentlich 

weiteren pH-Bereich puffert (pH 2.0 - 12.0).6,[182] 

Die Arbeitsgruppe um BARBARA IMPERIALI zeigte bereits, dass CuII-Ionen die Fluoreszenz von 

Dansyl, wenn es an das Peptid P-NH2 gekoppelt wird, fast vollständig quenchen.  

                                                 
6 Britton-Robinson-Puffer: 0.04 M CH3COOH + 0.04 M H3PO4 + 0.04 M H3BO3 + 0.2 M NaOH[182] 
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Die Komplexierung von NiII-Ionen bzw. die Anwesenheit zweiwertiger Metallionen wie MnII, 

FeII, CoII, ZnII, CdII, MgII oder CaII hat dagegen nur einen äußerst geringen Einfluss.[100] 

Die Abbildung 3.37 zeigt exemplarisch an den Peptiden P-RhB (a) und P-FITC (b) die 

Titration mit CuCl2-Lösung. Mit steigender CuII-Konzentration, d.h. mit steigender 

Komplexbildung, nimmt die Fluoreszenzintensität der Peptide ab. Für keinen der 

Farbstoffe konnte dabei bei einem Ligand : Metall-Verhältnis von 1 : 1 ein komplettes 

Fluoreszenzquenching beobachtet werden. Längere Inkubationszeiten zeigten jedoch, 

dass dies hauptsächlich ein Effekt der in situ-Messung ist, wobei das Peptid P-FITC generell 

den geringsten Quencheffekt aufweist (Tabelle 3.10).[102,107] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.37: Fluoreszenzspektren der Titration von P-RhB (a) und P-FITC (b) mit CuCl2.[102,107] 
(50 µM Peptid in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit einer Inkubationszeit von 5 min nach jeder Cu I I-Zugabe) 

 

TABELLE 3.10: Fluoreszenz der Cu II-ATCUN-Komplexe (1 : 1) nach 5 min und einer Inkubation von 24 h. 

Peptid 
Puffer 

(10 mM, pH) 
𝜆𝑚𝑎𝑥 [nm] 𝜆𝑒𝑚 [nm] 

Restfluoreszenz [%] 

Ligand : Metall = 1 :1 

5 min (in situ) 24 h 

P-RhB Britton-Robinson (5.0) 552 582 14 6 

P-Dns Tris-HCl (7.4) 333 556 30 6 

P-FITC Tris-HCl (7.4) 495 520 23 12 

P-BODIPY Tris-HCl (7.4) 501 527 39 9 
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Für das Quenchen der Fluoreszenz durch Übergangsmetallionen wie Kupfer(II) sind in der 

Literatur im Allgemeinen zwei verschiedene Prozesse bekannt, wie dieses hervorgerufen 

werden kann: Elektronen- und Energietransfer.[183–186] 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Fluoreszenzquenching 

Die strahlungslose Deaktivierung eines Fluorophors kann durch 

Übergangsmetalle sowohl durch einen Elektronentransfer als 

auch durch einen Energietransfer initiiert werden. Beim 

Elektronentransfer wird vom Metallzentrum ein Elektron auf den 

angeregten Fluorophor übertragen, wobei das Metallion selbst 

oxidiert wird (Abbildung 3.38). Damit ein Elektron übertragen 

werden kann, müssen sich das Metall und der Fluorophor in großer 

räumlicher Nähe befinden.[184] 
 

 
 

ABBILDUNG 3.38: Fluoreszenzquenching durch Elektronentransfer  

zwischen CuII und Fluorophor.[183,184] 

 

Die Deaktivierung des Fluorophors kann auch durch die 

Übertragung von Energie geschehen. Hierbei können wiederum 

zwei Prozesse unterschieden werden (Abbildung 3.39). Einerseits 

verfügen Metallionen wie CuII über d-Orbitale, die sich für einen 

Dexter-Energietransfer eignen, sofern es zu einer Überlappung der 

Wellenfunktionen von Donor und Akzeptor kommt (a).[187] Auf der 

anderen Seite kann die Energie durch den Förster-

Resonanzenergietransfer (FRET) übertragen werden (b).[188] 
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Hierbei regt der angeregte Fluorophor durch Dipol-Dipol-

Wechselwirkungen der Übergangsdipolmomente ein anderes 

Molekül an, wenn das Emissionsspektrum des Donors mit dem 

Absorptionsspektrum des Akzeptors überlappt (Abbildung 3.40). 
 

 
 

ABBILDUNG 3.39: Fluoreszenzquenching durch Elektronenbewegungen  

im (a) Dexter-Energietransfer und  

(b) Förster-Resonanzenergietransfer.[184,187,188] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.40: Überlappung der Donoremission  

und der Akzeptorabsorption.[188] 
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Die Effizienz beider Prozesse hängt stark vom Donor-Akzeptor-

Abstand 𝑅  ab. Aus der Berechnung der Energietransferraten 

ergibt sich, dass die Effizienz für den Förster-Transfer mit einer Rate 

von 
1

𝑅6, die für den Dexter-Prozess exponentiell mit 𝑒−𝑅 fällt. Daraus 

folgt, dass im Gegensatz zum FRET-Prozess, bei dem Donor und 

Akzeptor durchaus bis zu 10 nm entfernt sein können, beim Dexter-

Prozess der Abstand im Regelfall nicht mehr als 1 nm betragen 

darf, da hier Elektronen ausgetauscht werden.[185–188] 

 
Welche Art des Quenchings vorliegt, kann mithilfe von Fluoreszenzmessungen bei 

niedrigen Temperaturen untersucht werden. Da ein Elektronentransfer (Abbildung 3.38) 

eine Ladungstrennung bewirkt (Fluorophor-Anion + Kupfer(III)-Kation), kommt es in Lösung 

zu einer Neuordnung der umgebenden Lösungsmittelmoleküle. Ist das Lösungsmittel 

gefroren, verhindert die Immobilisierung diese Neuordnung, sodass der Quenchprozess 

unterbunden und die Fluoreszenz wiederhergestellt wird. Ein Energietransfer  hingegen 

benötigt keine Neuordnung des Lösungsmittels, d.h. der Aggregatzustand hat keinen 

Einfluss auf das Fluoreszenzquenching (Abbildung 3.39).[184]  

Abbildung 3.41 zeigt die Fluoreszenzspektren der Peptide P-RhB, P-Dns, P-FITC und 

P-BODIPY (a) und der entsprechenden CuII-Komplexe (b). Da es für die Messung der 

Fluoreszenz bei -196 °C (flüssiger Stickstoff) notwendig ist, dass das Anregungslicht nicht 

vom gefrorenen Lösungsmittel absorbiert bzw. reflektiert wird, wurden die 

Untersuchungen in dem glasbildenden Lösungsmittel Ethanol unter Zusatz von Tris-HCl-

Puffer durchgeführt. Wie bereits in Tabelle 3.10 gezeigt, wird die Fluoreszenz aller 

Farbstoffe durch die Koordination von Kupfer(II)-Ionen gequencht (b). Die 

Immobilisierung des Lösungsmittels durch Gefrieren bei -196 °C führt für die Komplexe 

Cu(P-RhB), Cu(P-Dns) und Cu(P-FITC) zu keiner Änderung der Fluoreszenzintensität (c). Es 

kann daher ausgeschlossen werden, dass der Quenchmechanismus über den Prozess 

des Elektronentransfers verläuft. Die Erhöhung der Fluoreszenzintensität des 

Cu(P-BODIPY)-Komplexes ist vermutlich nicht auf einen anderen Mechanismus 

zurückzuführen, sondern vielmehr darauf, dass bei tiefen Temperaturen ebenfalls die 

Rotation des BODIPY-Grundkörpers um die Bindung zum Phenylring gehemmt wird, 
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wodurch der photoinduzierte Elektronentransfer im BODIPY-Farbstoff selbst unterdrückt 

wird (vgl. Abbildung 3.17, Abschnitt 3.1.3.1). 

  

 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.41: Fluoreszenzexperiment zur Untersuchung des Quenchmechanismus‘.  

 

Das durchgeführte Experiment zeigt also, dass die Fluoreszenz durch Energietransfer vom 

angeregten Fluorophor auf das Kupfer-Zentrum gequencht wird, wobei hier nicht 

unterschieden werden kann, ob es sich dabei um einen Dexter- oder einen Förster-

Prozess handelt. Da jedoch beide Prozesse vom Abstand des Donors zum Akzeptor 

abhängig sind, können die Ergebnisse aus Tabelle 3.10 mit den Überlegungen zur Sterik 

der Komplexe durch die unterschiedlichen Verlinkungen der Farbstoffe  

(vgl. Abbildung 3.29) und die Ergebnisse aus der DNA-Spaltung in Abschnitt 3.1.3.3 

korreliert werden: Je länger der Linker zwischen dem CuII-ATCUN-Zentrum und dem 

Farbstoff ist, desto geringer ist die Effizienz des Fluoreszenzquenchings, aber desto höher 

ist die DNA-Spaltaktivität. 

Legt man dem beschriebenen Quenchprozess die Abhängigkeit von paramagnetischen 

CuII-Ionen (d9-Ion) zugrunde, kann vermutet werden, dass ein Fluoreszenzswitching durch 

Reduktion und Oxidation des Kupfer-Zentrums möglich ist, da diamagnetische CuI-Ionen 

(d10-Ion) keinen Effekt auf die Fluoreszenz haben sollten.[179,183,184] Zur Überprüfung der 

Schaltbarkeit der Fluoreszenz wurden die Komplexe Cu(P-RhB) und Cu(P-Dns) 

alternierend mit Ascorbinsäure als Reduktionsmittel und Wasserstoffperoxid als 

Oxidationsmittel titriert (Abbildung 3.42).7,[102] 

                                                 
7 Das Peptid P-FITC konnte hierbei aufgrund der Instabilität der Thioharnstoffbindung gegenüber H2O2 nicht untersucht werden. 
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ABBILDUNG 3.42: Fluoreszenzswitching der Komplexe Cu(P-RhB) und Cu(P-Dns) durch alternierende 

Titration mit Ascorbinsäure (Asc) und Wasserstoffperoxid (H2O2).[102] 
(50 µM Peptid in 10 mM Britton-Robinson- (pH 5.0, für P-RhB) oder 10 mM Tris-HCl-Puffer (pH 7.4, für P-Dns), 

jeweils 1 h Inkubation bei 37 °C) 

 

Für beide Komplexe konnte eine gewisse Schaltbarkeit der Fluoreszenz durch die 

Redoxreaktion des Kupfer-Zentrums gefunden werden. Während jedoch das Switching 

für Cu(P-Dns) sehr ausgeprägt ist und nur einen kleinen Intensitätsverlust im zweiten 

Reaktionszyklus aufweist, wird die Fluoreszenz des Rhodamin-Komplexes Cu(P-RhB) nur 

sehr gering wiederhergestellt und die Intensität nimmt im Verlauf der Reaktionen stark 

ab.[102] Überträgt man diesen Versuch auf die Bedingungen, bei denen die Spaltung der 

Plasmid-DNA abläuft, zeichnet sich ein ähnliches Bild ab (Abbildung 3.43).[102,107] 

 

  
ABBILDUNG 3.43: Fluoreszenzspektren der Peptide P-RhB (a), P-Dns (b), P-FITC (c) und P-BODIPY (d) 

sowie der entsprechenden CuII-Komplexe vor und nach der Inkubation.[102,107] 
 (50 µM Peptid bzw. Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4, inkubiert bei 37 °C, 1 h mit 0.025 µg µL-1 Plasmid-DNA) 
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Werden die CuII-Peptid-Komplexe unter Gelelektrophoresebedingungen inkubiert  

(10 mM Tris-HCl-Puffer, pH 7.4, 0.2 µg Plasmid pBR322, 1 h, 37 °C), wird die Fluoreszenz der 

Farbstoffe zu einem gewissen Grad wiederhergestellt, da im Laufe der DNA-Spaltung 

mehr und mehr CuI-Ionen bzw. „Cu-oxo“-Spezies wie Cu-OOH oder Cu-OH gebildet 

werden, die die Fluoreszenz nicht quenchen. Die unvollständige Wiederherstellung der 

Fluoreszenz kann mehrere Ursachen haben. Einerseits ist es möglich, dass die Farbstoffe 

durch die gebildeten ROS angegriffen werden. Aus der Literatur ist dies zum Beispiel für 

Rhodamin B bekannt, das häufig zur quantitativen Bestimmung von Hydroxylradikalen 

eingesetzt wird, da das Reaktionsprodukt nicht-fluoreszierend ist.[156,189] Zum anderen 

kommt es zu einer Reaktion zwischen den Farbstoffen und der Ascorbinsäure.[190] Die 

Inkubation der Komplexe Cu(P-RhB), Cu(P-Dns) und Cu(P-FITC) zeigte bereits in früheren 

Ergebnissen, dass ein Überschuss an Ascorbinsäure, wie er bei der Gelelektrophorese 

verwendet wird, besonders bei Inkubationszeiten von über 1 h einen Intensitätsverlust der 

Fluoreszenz nach sich zieht.[102,107] Trotz der Abschwächung der Fluoreszenz kann anhand 

des Anteils der wiederhergestellten Fluoreszenz festgehalten werden, dass der 

Quenchprozess durch CuII-Ionen im Vergleich zur Schädigung der Farbstoffe für die 

Fluoreszenzintensität von größerer Bedeutung ist. Damit stellen die hier synthetisierten 

Fluorophor-ATCUN-Peptide nicht nur effiziente DNA-Spalter dar, sondern können auch als 

redoxsensitive Sonde für Kupfer(II)-Ionen dienen. 
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3.1.4. Ferrocen-ATCUN-Peptide 

Die freie Aminogruppe der 2,3-Diaminopropionsäure in der verwendeten ATCUN-

Peptidsequenz ermöglicht nicht nur die Kopplung von Fluorophoren, sondern auch die 

Verknüpfung mit Metallkomplexen während der Festphasen-Peptidsynthese. Die 

Kopplung redoxaktiver Komplexe sollte dabei einen Ansatz zur Synthese von Nucleasen 

darstellen, die in der Lage sind, DNA ohne Zusatz eines externen Stimulus wie Oxidations- 

oder Reduktionsmittel zu spalten, da der Zusatz von Aktivierungsreagenzien bzw. die 

photoinduzierte Aktivierung die in vivo-Anwendung limitieren können. Das Interesse an 

der Entwicklung „selbstaktivierender Nucleasen“ wuchs daher in den letzten Jahren stark 

an. In der Literatur sind mittlerweile verschiedene Ansätze zur Synthese derartiger 

Komplexe bekannt: So kann die Selbstaktivierung beispielsweise durch die Verknüpfung 

von DNA-Interkalatoren mit Metallzentren[191–193], der Ausnutzung synergistischer Effekte 

mehrerer Metallzentren[194–196] oder durch die Oxidation des Liganden bei der 

Komplexierung erzeugt werden.[70,71,197–199] Die Oxidation des Liganden ist ein bisher selten 

beschriebener Reaktionsweg, wobei die bekanntesten Beispiele die auf Pyrrol 

basierenden Systeme der Tambjamine[198] und Prodigiosine[70,71,197] sind (Schema 3.21A). 

Die Kombination von Ligandoxidation und Synergismus wurde zudem in einer 

Kooperation der Arbeitsgruppen um NORA KULAK und EZEQUIEL M. VÁZQUEZ-LÓPEZ an 

Bis(benzoylhydrazon) untersucht (Schema 3.21B).[199]  

 

 
 

SCHEMA 3.21: Ligandoxidation durch Komplexierung von Cu II-Ionen. 
A: Prodigiosin[70,71,197] 

B: Bis(benzoylhydrazon)[199] 

(oxidierte Stelle) 

A 

B 
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Für die ATCUN-Peptide sollte der Ansatz der synergetischen Effekte genutzt werden, da 

die Einführung eines redoxaktiven Metallkomplexes wie Ferrocen durch Kopplung von 

Ferrocencarbonsäure einfach durchführbar ist und die Arbeitsgruppe um XIAO-QI YU 

bereits effiziente Nucleasen durch die Kombination von Cyclen mit Ferrocen darstellen 

konnte (Abbildung 3.44).[196] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.44: Struktur des heteronuklearen Cyclen-Ferrocen-Komplexes.[196] 

 

3.1.4.1. Synthese und Ausbeutebestimmung der Peptide 

Für die Untersuchung des Einflusses redoxaktiver Metallzentren auf die DNA-Spaltung der 

CuII-ATCUN-Komplexe wurden verschiedene Ferrocen-Peptide nach der Standard-

Fmoc-Strategie an der Festphase synthetisiert (Schema 3.22).[105] Dabei sollte nicht nur 

der generelle Einfluss von Ferrocen auf den einfachsten ATCUN-Komplex  

Cu(P-NH2) untersucht werden, sondern vielmehr inwiefern die Position des Ferrocens 

sowie die Anzahl der Metallzentren Veränderungen in der Spaltaktivität hervorrufen. 

 

 
 

SCHEMA 3.22: Festphasen-Peptidsynthese der Ferrocen-Peptide P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P.[105] 
(Peptid P-NH2, Peptid P2-NH2, Ferrocencarbonsäure 25, Ferrocendicarbonsäure 30) 
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Die Ausbeutebestimmung der drei Peptide P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P nach Charakterisierung 

über ESI-Massenspektrometrie erfolgte analog zur Bestimmung für die Fluorophor-ATCUN-

Peptide, indem Vergleichsverbindungen mit Ethylendiamin (18) synthetisiert wurden (vgl. 

Abschnitt 3.1.3.2). Die Vergleichsverbindung für die Peptide mit dem N-terminalen 

Ferrocen (P-Fc und P2-Fc) kann über das Säurechlorid 26 der Carbonsäure 25 erhalten 

werden, wobei die Erzeugung des Säurechlorids durch Oxalylchlorid (28) nach 

Vorschriften der Arbeitsgruppen um BERND SPEISER[200] und FENG YAN[201] (a) mit deutlich 

besseren Ausbeuten für das Endprodukt 27 verbunden ist als bei der Verwendung von 

Phosphorpentachlorid (29) nach YU FANG et al.[202,203] (b) (Schema 3.23). 

 

 
 

SCHEMA 3.23: Synthese von Ferrocenoylethylendiamin 27.[200–203] 

 

Durch langsames Hinzutropfen des Säurechlorids 26 zu einer Lösung aus 

Ethylendiamin (18) in DCM konnte die Mehrfachfunktionalisierung vermindert werden, 

sodass zuvor keine Schutzgruppe eingeführt werden musste. 

Bei der analogen Synthese für die Umsetzung der Ferrocendicarbonsäure 30 zum 

Bis(ferrocenoylchlorid) 31 bzw. zum Bis(ethylendiamin)ferrocen 32 konnte das Produkt 

NMR-spektroskopisch und ESI-massenspektrometrisch nicht nachgewiesen werden.  

In diesem Falle sollten durch die Einführung einer Boc-Schutzgruppe an einer der 

Aminogruppen des Ethylendiamins (18) mögliche Mehrfachfunktionalisierungen als 

Nebenreaktion ausgeschlossen werden. Die Boc-Schützung erfolgte dabei nach einer 

Synthese von A. PAUL KRAPCHO und CHRISTOPHER S. KUELL mit Boc-Anhydrid (Boc2O) 33 

(Schema 3.24).[204] 
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SCHEMA 3.24: Boc-Schützung von Ethylendiamin.[204] 

 

Die Analyse des Reaktionsgemisches nach der Umsetzung des Säurechlorids 31 mit 

Boc-Ethylendiamin 34 und der Entschützung mit TFA, wodurch die freien Aminogruppen 

an den Ethylendiamin-Resten erhalten werden sollten, zeigte keinen Hinweis auf die 

Bildung des Produkts 32 (Schema 3.25).[201] 

 

 
 

SCHEMA 3.25: Synthese von Ferrocen 32 mit Boc-Ethylendiamin 34.[201] 

 

Da die zwei beschriebenen Synthesewege für die Vergleichsverbindung 32 nicht 

erfolgreich waren, wurde in einem weiteren Ansatz nach der einzigen literaturbekannten 

Syntheseroute von NILS METZLER-NOLTE et al. verfahren, die synthetisch wesentlich 

aufwendiger ist als die bisher gezeigten vereinfachten Reaktionen.[205] Hierbei wurde 

ausgehend von Ethylendiamin (18) dieses zunächst Boc-geschützt[204], um in einem 

weiteren Schritt die zweite Aminogruppe mit Fmoc-Cl (2) zu schützen.[206] Nach 

Abspaltung der Boc-Gruppe mit TFA konnte das Fmoc-Ethylendiamin 36 unter Schutzgas 

mit dem Aktivierungsreagenz HATU (37) an die Ferrocendicarbonsäure 30 gekoppelt 

werden.[205,207] Nach anschließender Abspaltung der Fmoc-Schutzgruppe mit Piperidin 

und Aufreinigung mittels RP-HPLC konnte das Produkt 32 als Piperidiniumchloridsalz 

erhalten werden (Schema 3.26 – Schema 3.28). 
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SCHEMA 3.26: Aktivierung der Ferrocendicarbonsäure 30 mit HATU. 

SCHEMA 3.28: Kopplung von Fmoc-Ethylendiamin 36. 
SCHEMA 3.27: Synthese von Ferrocen 32  

mit Fmoc-Ethylendiamin 36.[205,207] 

Kopplung 
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Mithilfe der Extinktionskoeffizienten der Ferrocene 27 und 32 konnten schließlich die 

Ausbeuten der Peptide bestimmt werden (Tabelle 3.11). 

 

TABELLE 3.11: Extinktionskoeffizienten von 27 und 32 in H2O und Ausbeuten der zugehörigen Peptide. 

Verbindung 𝜆𝑚𝑎𝑥 [nm] 𝜀 [M-1 cm-1] Peptid 
Ausbeute 

% mg 

Ferrocen 27 445 156 
P-Fc 

P2-Fc 

51 

15 

41.83 

16.95 

Ferrocen 32 437 101 P-Fc-P 6 8.99 

 

Die geringe Ausbeute des Peptids P2-Fc lässt sich wie auch im Falle des Peptids P2-NH2 

auf die im Vergleich zum Peptid P-Fc lange Aminosäuresequenz zurückführen. Bei der 

Festphasen-Peptidsynthese sind die Ausbeuten eines einzelnen Kopplungsschrittes im 

Regelfall zwar recht hoch, jedoch verringert sich die Gesamtausbeute durch die nicht 

100 %ige Umsetzung in jedem einzelnen Schritt. Die Ausbeute des Peptids P-Fc-P erscheint 

zwar ebenso gering, betrachtet man aber, dass bei der Verknüpfung von zwei 

Peptidfragmenten an der Festphase durch die Carbonsäure 30 eine Dreiteilchenreaktion 

abläuft, bei der nicht - wie üblich während der Peptidsynthese - mit hohen Überschüssen 

gearbeitet werden kann, sondern lediglich in einem Peptid : Carbonsäure-Verhältnis von 

2 : 1, ist eine Ausbeute von 6 % durchaus als gut zu bewerten. 

 

3.1.4.2. Spaltung von Plasmid-DNA 

Für die Spaltung von Plasmid-DNA wurden die Peptide mit CuCl2-Lösung in situ zu den 

entsprechenden Kupfer(II)-Komplexen umgesetzt und über Nacht bei Raumtemperatur 

inkubiert. Die Komplexbildung wurde mittels ESI-Massenspektrometrie verifiziert. Damit in 

den Inkubationslösungen zur DNA-Spaltung keine freien CuII-Ionen vorhanden sind, 

wurden die Komplexe in einem Peptid : Kupfer(II)-Verhältnis von 1 : 0.8 (für P-Fc) bzw.  

1 : 1.6 (für P2-Fc und P-Fc-P) erzeugt. Um die Spalteffizienz der Ferrocen-Komplexe 

grundlegend mit der der Fluorophor-Peptide vergleichen zu können, wurden die DNA-

Spaltung zuerst in der Anwesenheit von Ascorbinsäure untersucht (Abbildung 3.45). 
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ABBILDUNG 3.45: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von P-NH2, P2-NH2, P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P im 

Vergleich mit der Carbonsäure 25 bzw. Cu(P-NH2) + 25 mit Ascorbinsäure. 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h) 

 

Der Vergleich des ATCUN-Komplexes Cu(P-NH2) und des Di(ATCUN)-Komplexes 

Cu2(P2-NH2) zeigt, dass die DNA-Spaltung durch die Einführung eines zweiten 

Kupfer(II)-Zentrums deutlich gesteigert werden kann (Spuren 1 und 2). Verbleiben beim 

Cu(P-NH2)-Komplex noch etwa 56 % der DNA in Form II, so spaltet der Di(ATCUN)-Komplex 

die DNA bei gleicher Konzentration vollständig in Fragmente. Vergleicht man jedoch 

beide Komplexe mit den entsprechenden Ferrocen-Komplexen Cu(P-Fc) und Cu2(P2-Fc) 

in den Spuren 3 und 4 können kaum Änderungen in der DNA-Spaltung verzeichnet 

werden. Auch eine übereinstimmende Tendenz kann nicht aus den Ergebnissen 

abgeleitet werden, da der Kupfer-Komplex des Peptids P-Fc etwas besser spaltet als der 

des Peptids P-NH2, der Komplex Cu2(P2-Fc) spaltet die DNA allerdings etwas schlechter 

als der Komplex ohne Ferrocen (Cu2(P2-NH2)). Auffällig ist jedoch, dass der Cu2(P-Fc-P)-

Komplex, bei dem das Ferrocen als Linker zwischen den ATCUN-Einheiten dient, nicht die 

Effizienz der anderen Komplexe mit drei Metallzentren aufweist, sondern ebenso spaltet 

wie der Komplex Cu(P-Fc) mit zwei Zentren (Spuren 3 und 5). Unter Einbeziehung der 

Ergebnisse aus den Spuren 6 (Carbonsäure 25) und 7 (Cu(P-NH2) in Anwesenheit von 25), 

die zeigen, dass die geringe Spaltaktivität des Ferrocens selbst keine Auswirkung auf die 

Spaltaktivität der Peptide hat (vgl. Spuren 1 und 7), kann man schließen, dass die 

Ferrocen-Einheit bei der oxidativen Spaltung von Plasmid-DNA in der Anwesenheit von 

Ascorbinsäure als Aktivierungsreagenz keinen Einfluss auf die Spalteffizienz hat. Vielmehr 

erhöht sich die Spaltaktivität der ATCUN-Komplexe nur dann, wenn zwei CuII-Zentren 

direkt miteinander verknüpft werden. Da jedoch ein positiver Einfluss des Ferrocens 
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denkbar wäre, wenn anstatt des Reduktionsmittels Wasserstoffperoxid benutzt werden 

würde, da dieses eventuell in der Lage ist, das Eisen(II)-Zentrum durch Oxidation zu 

Eisen(III) zu aktivieren, wodurch ein Elektron zur Reduktion der Kupfer(II)-Ionen übertragen 

werden könnte, wurde dies in einem weiteren Experiment untersucht (Abbildung 3.46). 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.46: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von P-NH2, P2-NH2, P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P im 

Vergleich mit der Carbonsäure 25 bzw. Cu(P-NH2) + 25 in der Anwesenheit von H2O2. 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.5 mM Wasserstoffperoxid bei 37 °C für 1 h) 

 

Der Vergleich der DNA-Spaltung in Anwesenheit von Wasserstoffperoxid (Abbildung 3.46) 

mit der Spaltung in Anwesenheit von Ascorbinsäure (Abbildung 3.45) zeigt grundlegend, 

dass die Spaltung wesentlich ineffizienter ist, wenn die Komplexe durch ein 

Oxidationsmittel aktiviert werden. Darüber hinaus fällt auf, dass der Grad der Spaltung 

durch die Kupfer(II)-Komplexe der Ferrocen-Peptide P-Fc (Spur 3) bzw. P2-Fc (Spur 4) 

deutlich geringer ist und nicht mehr mit den ATCUN-Komplexen Cu(P-NH2) (Spur 1) bzw. 

Cu2(P2-NH2) (Spur 2) vergleichbar ist. Eine Erklärung hierfür kann aus den Spuren 6 und 7 

entnommen werden. Einerseits wird die Spaltung des Cu(P-NH2)-Komplexes durch die 

Anwesenheit der Carbonsäure 25 gequencht (Spur 7) und andererseits zeigt die 

Carbonsäure 25 selbst keine DNA-Spaltung (Spur 6). Daraus wird ersichtlich, dass das 

Wasserstoffperoxid zwar mit der Ferrocen-Einheit reagieren kann, diese jedoch nicht in 

der Lage ist, durch Elektronenübertragung die CuII-Zentren zu aktivieren bzw. selbst 

reaktive Sauerstoffspezies zu bilden, die eine Spaltung der DNA hervorrufen. Aus der 

Literatur ist bekannt, dass die Oxidation von Ferrocen mit H2O2 zum Ferrocenium-Kation 

zur Bildung von Hydroxylradikalen führen kann, diese jedoch mit dem Ferrocen unter 

Hydroxylierung der Cyclopentadienylringe (Cp-Ringe) abreagieren (Schema 3.29).[208] 
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Das peptidgekoppelte Ferrocen könnte demnach unter den hier gewählten 

Bedingungen als Quencher für die durch die ATCUN-Komplexe gebildeten OH-Radikale 

fungieren. Einzige Ausnahme hiervon könnte der Komplex Cu2(P-Fc-P)  

(Spur 5) sein, der eine identische Spalteffizienz wie der Komplex Cu2(P2-Fc) (Spur 4) 

aufweist, während er bei der Aktivierung durch Ascorbinsäure eine schlechtere Spaltung 

zeigt, die eher mit den Komplexen Cu(P-NH2) und Cu(P-Fc) vergleichbar ist. Die 

zweifache Substituierung des Ferrocens mit den sterisch anspruchsvollen 

Peptid-Komplexen könnte eine Reaktion von Hydroxylradikalen an den Cp-Ringen 

verhindern. 

 

 
 

SCHEMA 3.29: Generierung und Reaktion von Hydroxylradikalen bei der Oxidation von  

Ferrocen im sauren Milieu.[208] 

 

Obwohl in den bisherigen Experimenten kein positiver Einfluss des Ferrocens gefunden 

werden konnte, wurde die DNA-Spaltung auch in Abwesenheit eines Oxidations- bzw. 

Reduktionsmittels untersucht, um die Möglichkeit einer selbstaktivierenden Nuclease zu 

untersuchen. Hierzu wurden die Komplexe in unterschiedlichen Konzentrationen eine 

Stunde mit dem Plasmid pBR322 bei 37 °C inkubiert (Abbildung 3.47).  

 

 

 
 

 
 

 

ABBILDUNG 3.47: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von P-NH2, P2-NH2, P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P im 

Vergleich mit der Carbonsäure 25 bzw. Cu(P-NH2) + 25 ohne Aktivierungsreagenz. 
(50, 100, 150 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 

(DNA-Komplex-Addukt, reduzierte DNA-Menge) 
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Ohne Aktivierung der Komplexe mittels eines äußeren Stimulus zeigen bei einer 

Inkubationszeit von einer Stunde nur die Komplexe Cu2(P2-Fc) und Cu2(P-Fc-P) eine 

gewisse Spaltaktivität, wobei für den Cu2(P2-Fc)-Komplex für eine Spaltung von lediglich 

7 % in die Form II bereits eine Konzentration von 100 µM benötigt wird, die durch eine 

weitere Erhöhung der Konzentration auf 150 µM nicht gesteigert werden kann (Spur 4). 

Der Cu2(P-Fc-P)-Komplex spaltet die DNA zwar zu einem etwas höheren Grad in die 

Form II (17 % bei 50 µM bzw. 22 % bei 100 µM, Spur 5), jedoch bildet sich bei zunehmender 

Konzentration vermehrt ein DNA-Komplex-Addukt, das aufgrund seiner Größe nur 

minimal innerhalb des Gels wandert (Abbildung 3.47, grünes Feld). Dadurch kann keine 

genaue Auswertung der DNA-Spaltung durchgeführt werden. Ein ähnliches Problem der 

Auswertung ergibt sich für die Spaltung durch den Komplex Cu2(P2-NH2). Bei steigender 

Komplexkonzentration nimmt die Menge an DNA im Gel ab (Abbildung 3.47, rotes Feld). 

Aufgrund der Art der Berechnung der quantitativen Auswertung der DNA-Spaltung kann 

dies zwar im Diagramm nicht erkannt werden, dafür jedoch eindeutig in den Bildern der 

Gele. Hierbei findet sich auch kein Addukt in der Nähe der Geltaschen, sodass davon 

ausgegangen werden muss, dass dieses bereits während der Inkubation der Proben oder 

der Durchführung des Experiments ausfällt und nicht mit auf das Gel aufgetragen wird. 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.48: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von P-NH2, P2-NH2, P-Fc, P2-Fc und P-Fc-P im 

Vergleich mit der Carbonsäure 25 bzw. Cu(P-NH2) + 25 mit Ascorbinsäure nach 12 h. 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 12 h) 

 

Verlängert man jedoch die Inkubationszeit von einer Stunde auf 12 Stunden, sind nicht 

nur alle Komplexe in der Lage mehr oder weniger effektiv die DNA zu spalten, sondern es 

werden durch die Spaltung auch die DNA-Komplex-Addukte aufgelöst (Abbildung 3.48). 
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bei denen zwei Kupfer(II)-Zentren direkt miteinander verknüpft sind (Spuren 2 und 4). Wie 

bereits bei der Spaltung in Anwesenheit von Wasserstoffperoxid zeigt sich allerdings unter 

Einbeziehung der Spuren 6 und 7 auch hier der Trend, dass das Vorhandensein eines 

Ferrocens die DNA-Spaltung quencht (vgl. Spuren 1 und 3 bzw. 2 und 4). Überraschend 

dabei ist, dass sogar der Komplex des Peptids P-NH2, der lediglich über ein Metallzentrum 

verfügt, ohne Reduktionsmittel die DNA bis zu 30 % in die Form II überführen kann, 

wodurch vermutet werden kann, dass das CuII-Ion im Peptid bei langen Reaktionszeiten 

auch anderweitig aktiviert werden kann. 

Zusammengefasst ist es möglich, die DNA-Spaltung durch CuII-ATCUN-Komplexe durch 

das Zusammenspiel mehrerer benachbarter Kupfer(II)-Zentren erheblich zu steigern. Auf 

diese Weise ist auch die Synthese einer selbstaktivierenden Nuclease möglich. Die 

Einführung eines Ferrocens zur Aktivierung des Komplexes zeigte hingegen keinen 

positiven Einfluss auf die DNA-Spaltung. Vielmehr führt die Bildung von 

Hydroxylferrocenen als Konkurrenzreaktion zur DNA-Schädigung durch die 

Hydroxylradikale zu einer teilweisen Inhibierung des Spaltprozesses (vgl. Abschnitt 3.1.3.4). 
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3.1.5. Phenanthrolin-ATCUN-Peptide 

Die Ergebnisse der Ferrocen-Peptide aus Abschnitt 3.1.4 zeigten, dass durch die 

Kombination zweier CuII-Zentren innerhalb eines Peptids die DNA-Spaltaktivität stark 

gesteigert werden kann. Durch die Einführung des Kupfer(II)-bindenden Liganden 

Phenanthrolin am N-Terminus des Peptids P-NH2 sollte daher nicht nur die Anwesenheit 

eines zusätzlichen Metallzentrums ausgenutzt werden, sondern auch die Eigenschaften 

des Kupfer(II)-Komplexes des Phenanthrolins selbst, dessen DNA-Spaltaktivität von 

DAVID S. SIGMAN et al. in den 1970er Jahren entdeckte wurde und der noch heute einer 

der effektivsten bekannten Spalter ist.[37,38,40] 

 

3.1.5.1. Synthese und Ausbeutebestimmung des Peptids 

Zur Kopplung eines Phenanthrolins an das Peptid P-NH2 an der Festphase wurde die 

Phenanthrolincarbonsäure 40 verwendet, die nach Epoxidierung von Phenanthrolin (37) 

mit Natriumhypochlorit und Umsetzung zum Cyanid 39 mit KCN durch Hydrolyse in 

Natriumhydroxid zugänglich ist (Schema 3.30).[209] Die Darstellung der Verbindung 40 

wurde an dieser Stelle nicht selbst durchgeführt, da sie im Rahmen der Doktorarbeit von 

CARSTEN LÜDTKE bereits synthetisiert und mir zur Verfügung gestellt wurde.[210] 

 

 
 

SCHEMA 3.30: Syntheseroute für die Phenanthrolincarbonsäure 40 und das Peptid P-NH2.[209,210] 
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Die Ausbeute des Peptids P-Phen wurde über mehrere Titrationen bestimmt, um deren 

Ergebnisse untereinander zu vergleichen. Dazu wurde die Ausbeute über die 

Titrationsabsorptionsspektren des CuII-ATCUN- sowie des [CuII(phen)(P-Phen)]2+-

Komplexes durch Titration des Peptids P-Phen mit [CuII(phen)(NO3)2] (Cu(37)) gemessen. 

Die Titrationskurven sind in Abbildung 3.49 und Abbildung 3.51 dargestellt, wobei zur 

Auswertung die Absorptionsmaxima bei 𝜆𝑚𝑎𝑥  = 560 nm (CuII-ATCUN-Komplex) bzw.  

𝜆𝑚𝑎𝑥 = 620 nm ([CuII(phen)(P-Phen)]2+-Komplex) genutzt wurden. 

Der für die Bestimmung verwendete Komplex Cu(37) konnte dabei einfach durch die 

Umsetzung von Phenanthrolin (37) mit Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat in Methanol erhalten 

werden (Schema 3.31).[211] 

 

 
 

SCHEMA 3.31: Synthese des Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexes Cu(37).[211] 

 

  

ABBILDUNG 3.49: Titrationskurven des 

Peptids P-Phen mit CuCl2-Lösung. 
(50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4, Absorption des 

ATCUN-Komplexes, Absorption eines CuI I-Tris-

Komplexes, Absorption des Phen-Komplexes) 

 ABBILDUNG 3.50: Absorptionsspektren des 

Komplexes Cu(37) in 50 mM Tris-HCl-Puffer  

und in Wasser. 
(1.25 mM Komplex, 50 mM Tris-HCl-Puffer  

pH 7.4 bzw. H2O)  
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ABBILDUNG 3.51: Titrationskurven des Peptids P-Phen mit Komplex Cu(37). 
(50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4, Absorption des CuI I-Phen2-Komplexes, Absorption des CuI I-Phen-Tris-Komplexes) 

 

Obwohl neben der Bildung des CuII-ATCUN-Komplexes auch die Bildung entsprechender 

Tris- und Phenanthrolinkomplexe bei der Titration ablaufen könnten, deren 

Absorptionsmaxima alle im Bereich von 500 – 750 nm liegen, kann eine 

Konkurrenzreaktion im Bereich eines 1 : 1-Verhältnisses von Metall zu Peptid 

ausgeschlossen werden. Die Assoziationskontanten für die Komplexe in Tabelle 3.12 

zeigen, dass das ATCUN-Motiv die bei weitem höchste Affinität zu Kupfer(II)-Ionen hat.  

 

TABELLE 3.12: Assoziationskonstanten 𝐾𝐴  (bzw. log 𝐾𝐴 ) für einige Cu II- und NiII-Komplexe bei 25 °C. 
(Die Werte der NiI I-Komplexe sind für die Synthese der entsprechenden P-Phen-Komplexe in Schema 3.32 von Bedeutung.) 

Komplex Assoziationskonstante 𝐾𝐴 [M-1] log 𝐾𝐴 

CuII-ATCUN[86] 8.45 x 1015 15.9 

[CuII(phen)]2+ [212] 1.26 x 109 9.1 

CuII-Tris[147] 1.95 x 105 - 1.95 x 106 5.29 – 6.29 

NiII-ATCUN[213] ~ 1016 ~ 16 

[NiII(phen)]2+ [214] 3.98 x 108 8.6 

 

Die Bande bei 620 - 650 nm bei Kupfer(II)-Konzentrationen von 0.1 – 0.4 mM spricht 

prinzipiell für die Bildung eines CuII-Tris-Komplexes, ist jedoch auf den großen Überschuss 

an Tris in Bezug auf das Peptid (50 mM zu ~ 1 mM) zurückzuführen und in diesem Falle 

nicht auf eine größere Affinität. Ab einer Kupfer(II)-Konzentration von 1.2 mM verschiebt 

sich das Absorptionsmaximum allmählich zu 610 nm. Im Vergleich mit Abbildung 3.50 

zeigt dies die Bildung eines Kupfer(II)-Komplexes des Phenanthrolins mit Tris als zweiten 

0

0,05

0,1

0,15

450 500 550 600 650 700 750 800

A
b

so
rp

ti
o

n

Wellenlänge [nm]

0

0,05

700 720 740 760 780 800

A
b

so
rp

ti
o

n

Wellenlänge [nm]

+ 0.8 mM Cu(37)

+ 0.7 mM Cu(37)

0
.0

 –
 0

.7
 m

M
 C

u
II
 

0
.8

 –
 2

.0
 m

M
 C

u
II
 

0.15 

 

 
 

0.1 

 

 
 

0.05 

 

0.05 

Cu(37) 

Cu(37) 

 



Phenanthrolin-ATCUN-Peptide | ATCUN-Komplexe | Ergebnisse und Diskussion 

87 

Liganden. Erhöht man die Metallkonzentration weiter, bildet sich erneut der CuII-Tris-

Komplex mit einem Absorptionsmaximum von 650 nm (1.9 – 3.0 mM CuII). Zusammen mit 

dem Ergebnis der Titration des Peptids mit dem Komplex Cu(37) (Abbildung 3.51), bei der 

man besonders im Bereich von 750 – 800 nm durch die Überlagerung der Kurven von  

0.7 mM und 0.8 mM Komplex Cu(37) die Bildung des [CuII(phen)(P-Phen)]2+- und des 

CuII-Tris-Komplexes unterscheiden kann, ergibt sich für das Peptid P-Phen eine Ausbeute 

von 59 % (48.4 mg). 

Mit der bekannten Ausbeute des Peptids wurden anschließend die in Schema 3.32 

gezeigten Komplexe synthetisiert. Da sowohl ATCUN-Peptide als auch Phenanthroline in 

der Lage sind mit hohen bis sehr hohen Bildungskonstanten (vgl. Tabelle 3.12) NiII-Ionen 

zu binden, wurden zusätzlich zu den Kupfer(II)-Komplexen auch entsprechende Nickel(II)-

Komplexe für weitere Untersuchungen dargestellt. Aufgrund der deutlich höheren 

Assoziationskonstanten des ATCUN-Motivs zu den Metallionen wurde für die Komplexe 

Cu(phen)Cu(P-Phen) und Cu(phen)Ni(Phen) zunächst in 10 mM Tris-HCl-Puffer eine 1 mM 

Lösung des Peptids P-Phen mit einer CuII- bzw. NiII-chlorid-Lösung (0.8 mM) versetzt und 

für 30 min bei Raumtemperatur inkubiert. Erst anschließend wurde eine  

0.8 mM Lösung des Komplexes Cu(37) hinzugegeben. Die anderen Komplexe wurden 

jeweils durch Zugabe einer 0.8 mM (Cu/Ni(P-Phen)) bzw. 1.6 mM (Cu2/Ni2(P-Phen)) 

Metallsalz-Lösung zu einer 1 mM Peptidlösung erzeugt. Die Charakterisierung der 

Komplexe erfolgte mittels ESI-Massenspektrometrie, wobei die Metallbindungstelle 

aufgrund der Deprotonierung des ATCUN-Motivs unterschieden werden kann. 
 

 
 

SCHEMA 3.32: Übersicht der synthetisierten Komplexe des Peptids P-Phen. 
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3.1.5.2. Spaltung von Plasmid-DNA 

Die Spaltaktivität der CuII- und NiII-ATCUN-Komplexe gegenüber der Plasmid-DNA pBR322 

wurde in ersten Experimenten wieder in der Anwesenheit von Aktivierungsreagenzien 

untersucht. Für die CuII-Komplexe wurde wie zuvor das Reduktionsmittel Ascorbinsäure 

verwendet. Die Komplexe, die Nickel(II)-Ionen enthalten, wurden hingegen mit 

Wasserstoffperoxid als Oxidationsmittel aktiviert, da aus der Literatur bekannt ist, dass 

NiII-ATCUN-Komplexe über das Redoxpaar NiII/NiIII DNA spalten.[90–93,215,216] Die Spaltung 

verläuft dabei vorwiegend durch metallgebundene Hydroxylradikale aus der 

Nickel-induzierten heterolytischen Spaltung des Peroxids, wobei es zur Abstraktion des 

C4‘-Wasserstoffatoms der Desoxyribose begünstigt durch die Bindung des Komplexes in 

der kleinen Furche der DNA kommt.[216,217] Die Reaktionsbedingungen haben jedoch 

einen großen Einfluss auf die DNA-Spaltung. Die Verwendung eines Überschusses des 

Oxidationsmittels Kaliumperoxomonosulfat (KHSO5) bei gleichzeitig hoher Ionenstärke der 

Inkubationslösung (z.B. Zugabe von 100 mM NaCl) verhindert z.B. das Binden des 

Komplexes in der kleinen Furche und führt so zur fast selektiven Oxidation von Guanin 

durch nickelgebundene Sulfatradikale (NiIII-SO4•).[216,218] Die Wahl der Bedingungen 

ermöglicht es im Fall von NiII-ATCUN-Komplexen demnach die Art der Spaltung selektiv zu 

wählen. 

Für die Agarose-Gelelektrophoresen der DNA-Spaltung der P-Phen-Komplexe mussten 

unterschiedliche Konzentrationen verwendet werden (5 µM für CuII / 50 µM für  NiII). 

Während die Spaltaktivität der CuII-Komplexe bei 50 µM für eine quantitative Auswertung 

deutlich zu hoch ist (a), weisen die NiII-Komplexe bei 5 µM nur eine sehr geringe Aktivität 

auf (b) (Abbildung 3.52). 

 

                  
 

ABBILDUNG 3.52: DNA-Spaltaktivität der Cu II- und NiII-Komplexe von P-Phen. 
((a) 50 µM CuI I-Komplexe mit 0.25 mM Ascorbinsäure und (b) 5 µM NiI I-Komplexe mit 0.5 mM Wasserstoffperoxid bezüglich  

0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 

(a) (b) 
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Abbildung 3.53 zeigt entsprechend die Ergebnisse der DNA-Spaltung für die Komplexe 

Cu(phen)(P-Phen), Cu(phen)Cu(P-Phen), Cu(P-Phen), Cu2(P-Phen) bei einer 

Konzentration von 5 µM ((a), blaue Säulen) bzw. Ni(phen)(P-Phen), Ni(P-Phen) und  

Ni2(P-Phen) bei 50 µM ((b), orange Säulen). Als Vergleich wurden jeweils auch Kupfer(II)- 

und Nickel(II)-chlorid sowie die Komplexe [Cu(phen)(NO3)2] (Cu(37)) (vgl. Schema 3.31) 

und [Cu(phen)2(NO3)](NO3) (Cu(37)2) (Schema 3.33) unter identischen Bedingungen 

inkubiert. 
 

 

  

 

ABBILDUNG 3.53: DNA-Spaltaktivität der CuII- und NiII-Komplexe von P-Phen im Vergleich mit  

CuCl2 bzw. NiCl2 sowie Cu(37) und Cu(37)2 in der Anwesenheit von Aktivierungsreagenzien. 
((a) 5 µM CuI I-Komplexe mit 0.25 mM Ascorbinsäure und (b) 50 µM NiI I-Komplexe mit 0.5 mM Wasserstoffperoxid bezüglich  

0.025 µg µL-1 pBR322 in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 
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SCHEMA 3.33: Synthese des Kupfer(II)-Bis(phenanthrolin)komplexes Cu(37)2.[211] 

 

Im Allgemeinen weisen die P-Phen-Komplexe, die eine [Cu(phen)2]2+-Einheit wie im 

Komplex Cu(37)2 (vgl. Schema 3.33) enthalten, die höchste Spaltaktivität auf  

(jeweils Spuren 1 und 2). Der Vergleich des Cu(phen)(P-Phen)-Komplexes mit Cu(37)2 

zeigt jedoch sowohl bei Aktivierung mittels eines Reduktions- als auch eines 

Oxidationsmittels eine deutliche Steigerung der Aktivität (jeweils Spuren 1 und 7). Es kann 

vermutet werden, dass das gekoppelte Peptid zu einer stärkeren Annäherung und damit 

zu einer verstärkten Wechselwirkung der Komplexe mit der DNA führt. Des Weiteren kann 

angenommen werden, dass neben dem Einfluss mehrerer Metallzentren auch eine 

Kombination aus DNA-Interkalation (durch [Cu(phen)]2+)[42,219] und Furchenbindung 

(durch CuII-ATCUN)[75] zu einer Erhöhung der Spalteffizienz führt, da das Binden eines 

weiteren CuII-Ions durch das ATCUN-Motiv im Komplex Cu(phen)Cu(P-Phen) die 

Spalteffizienz sogar um weitere 26 Prozentpunkte bezüglich der Form III und den DNA-

Fragmenten steigert (Spur 1 und 2 in (a)). Dass äquivalente Beobachtungen im Fall der 

entsprechenden NiII-Komplexe nicht gemacht werden können, hat seine Ursache 

möglicherweise in der unterschiedlichen Interaktion der Metallzentren mit den 

verschiedenen Aktivierungsreagenzien zur Generierung der ROS. So führt die 

Komplexierung der Kupfer(II)-Ionen durch zwei Phenanthroline in Cu(37)2 beispielsweise 

bei Verwendung von H2O2 zu einer schlechteren DNA-Spaltung im Vergleich zum Cu(37)-

Komplex (Spuren 6 und 7 in (b)) und nicht, wie aufgrund einer erhöhten DNA-

Wechselwirkung durch zwei Liganden erwartet und bei der Aktivierung durch 

Ascorbinsäure zu sehen (Spuren 6 und 7 in (a)), zu einer Verstärkung der Spaltaktivität.[42] 

Auch zeigt nicht nur der Vergleich der NiII-ATCUN-Komplexe Ni(P-Phen) und Ni2(P-Phen) 

mit den übrigen Komplexen eine schlechtere DNA-Spalteffizienz (b) im VERHÄLTNIS 

(UNTERSCHIEDLICHE KONZENTRATIONEN) zu den CuII-Komplexen (a), sondern die 

grundsätzliche Anwesenheit sowie die Anzahl von Nickel(II)-Zentren führt zu einer 

Verschlechterung der Spaltung (Spuren 1 und 2 bzw. 3 und 4 in (b)).  
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Die generell schlechtere Spaltaktivität kann hier jedoch nicht von Peptid-Komplexen 

abhängig gemacht werden, sondern tritt allgemein bei der Verwendung von 

Wasserstoffperoxid auf, wie der Vergleich der Nickel(II)- und Kupfer(II)-Komplexe in 

Abbildung 3.54 zeigt (vgl. Schema 3.31, Schema 3.33 und Schema 3.34). Darüber hinaus 

ist auch aus der Literatur bekannt, dass bei Aktivierung durch KHSO5 oder 

Magensiummonoperoxophthalat (MMPP) NiII-Komplexe eine gesteigerte Spaltaktivität 

aufweisen. Dabei steigt die Spalteffizienz mit zunehmender Acidität der Produkte der 

Peroxidspaltung (H2SO4 aus KHSO5 > C6H4(CO2H)2 aus MMPP >> H2O aus H2O2).[216]  
 

 
 

SCHEMA 3.34: Synthese der Nickel(II)-Phenanthrolinkomplexe Ni(37) und Ni(37)2. 

 

 

 

 

  
 

ABBILDUNG 3.54: DNA-Spaltaktivität der Mono- (a) bzw. Bis(phenanthrolin)komplexe (b) von 

Kupfer(II) und Nickel(II) in der Anwesenheit von Ascorbinsäure oder Wasserstoffperoxid. 
(5 µM oder 50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 DNA in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der Anwesenheit von  

0.25 mM Ascorbinsäure oder 0.5 mM Wasserstoffperoxid bei 37 °C für 1 h) 
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Neben der bereits beschriebenen schlechteren Spaltaktivität der Komplexe Cu(37) und 

Cu(37)2 bei Aktivierung durch Wasserstoffperoxid (jeweils Spuren 2 und 6) zeigt die 

Abbildung 3.54 auch, dass die entsprechenden Nickel(II)-Komplexe selbst bei einer 

Konzentration von 50 µM keine bzw. nur eine minimale Spaltung der DNA zeigen  

(jeweils Spuren 5 und 7). Auffällig ist dagegen, dass sowohl der Ni(37)- als auch der 

Ni(37)2-Komplex durch Ascorbinsäure aktiviert werden kann und die DNA zu 24 % bzw. 

13 % in die Form II überführt. Inwiefern dies unter reduzierenden Bedingungen möglich 

sein kann, ist nicht klar, legt aber die Vermutung nahe, dass auch ein NiII/NiI-Redoxpaar 

existieren könnte. Im Vergleich mit der Abbildung 3.53 muss beachtet werden, dass die 

Spaltaktivität der Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexe deutlich geringer ausfällt, was auf 

eine Instabilität der Komplexe in Lösung hinweist, sodass regelmäßig neue Lösungen 

angesetzt wurden. Da die Komplexe Ni(37) und Ni(37)2 zusammengefasst in biologischer 

Hinsicht wesentlich inaktiver sind, wurden als Vergleich zu den P-Phen-Komplexen in allen 

nachfolgenden Versuchen nur die CuII-Komplexe des Phenanthrolins herangezogen. 

 

Um ein besseres Verständnis der Ergebnisse aus Abbildung 3.53 (a) zu erhalten, wurde die 

Wechselwirkung der Komplexe mit doppelsträngiger CT-DNA durch Bestimmung der 

DNA-Schmelztemperatur untersucht. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

DNA-Schmelzkurven[220] 

Für die Stabilität der DNA-Doppelhelix unter physiologischen 

Bedingungen sind sowohl die Wasserstoffbrücken als auch die 

Stapelwechselwirkungen zwischen den Nucleobasen von großer 

Bedeutung (vgl. Abschnitt 2.2.1). Diese Struktur kann jedoch unter 

extremen Bedingungen wie starken Temperaturerhöhungen oder 

stark alkalischem pH-Wert aufgebrochen werden, sodass der 

DNA-Doppelstrang in seine Einzelstränge zerfällt. Die thermische 

Denaturierung der DNA kann dabei mithilfe der UV-Spektroskopie 

bei 𝜆𝑚𝑎𝑥  = 260 nm untersucht werden, da aufgrund des 

Energiegewinns bei der Ausbildung der Stapelwechselwirkungen 
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der DNA-Doppelstrang zwischen 12 und 40 % weniger UV-Licht 

absorbiert als die Einzelstränge. Die Auftragung der 

Absorptionsänderung über die Temperatur wird Schmelzkurve 

genannt. Durch Normierung der Kurve kann bei einer Absorption 

von 0.5 der Schmelzpunkt 𝑇𝑚 der DNA direkt abgelesen werden. 

Der Schmelzpunkt beschreibt dabei die Temperatur, bei der 50 % 

der Basenpaare aufgebrochen sind (Abbildung 3.55). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.55: Schematische Darstellung von DNA-Schmelzkurven. 
(AT-reiche DNA, GC-reiche DNA, natürliche DNA mit statistischer Basenzusammensetzung) 

 

Der sigmoide Kurvenverlauf zeigt, dass es sich beim Schmelzen 

der DNA um einen kooperativen Vorgang handelt, der durch die 

Basenstapelung hervorgerufen wird. Die Auftrennung des DNA-

Doppelstranges beginnt an weniger stabilen Stellen der DNA, was 

in der Folge zur Destabilisierung der benachbarten Basenpaare 

führt. Beim Überschreiten der Schmelztemperatur 𝑇𝑚  kommt es 

schließlich zum raschen Zusammenbruch der Struktur und zur 

vollständigen Trennung der DNA-Stränge. Der Schmelzpunkt ist 

dabei charakteristisch für bestimmte DNA-Sequenzen. Durch die 

unterschiedliche Anzahl der Wasserstoffbrückenbindungen der 

Basenpaare Guanin-Cytosin (GC) und Adenin-Thymin (AT) und 

der unterschiedlichen Energie der Stapelwechselwirkungen 

(GC/CG = -61.0 kJ mol-1 bzw. AT/TA = -16.0 kJ mol-1)[221] zeigt  
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GC-reiche DNA einen höheren Schmelzpunkt als AT-reiche 

(Abbildung 3.55). Der Schmelzpunkt der DNA erhöht sich jedoch 

nicht nur durch einen steigenden GC-Gehalt, sondern auch 

durch die Wechselwirkung der Nucleobasen mit einem 

DNA-Interkalator. Je stärker dieser zwischen die Basen interkaliert, 

desto höher wird die Schmelztemperatur. Die Bindung von 

Molekülen in den DNA-Furchen hat hingegen keine Auswirkung 

auf die Schmelztemperatur. 

 
Zur Bestimmung der Veränderung des Schmelzpunktes von CT-DNA wurde die Absorption 

bei 260 nm in der An- und Abwesenheit der Kupfer(II)-Peptid-Komplexe im 

Temperaturbereich von 50 – 95 °C gemessen (Abbildung 3.56 und Tabelle 3.13). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.56: CT-DNA-Schmelzkurven in der An- und Abwesenheit von Cu II-Peptid-Komplexen. 
(50 µM CT-DNA, 3 µM CuI I-Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 50 - 95 °C (1 °C min-1)) 

 

TABELLE 3.13: CT-DNA-Schmelzpunkte in der An- und Abwesenheit von CuII-Peptid-Komplexen. 
(50 µM CT-DNA, 3 µM CuI I-Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 50 - 95 °C (1 °C min-1)) 

Komplex 𝑇𝑚 [°C] 𝛥𝑇 [°C] Komplex 𝑇𝑚 [°C] 𝛥𝑇 [°C] 

CT-DNA 71.0 - Cu2(P-Phen) 76.3 5.3 

Cu(phen)(P-Phen) 79.6 8.6 Cu(P-RhB) 72.2 1.2 

Cu(phen)Cu(P-Phen) 78.6 7.6 Cu(GGH) 71.1 0.1 

Cu(P-Phen) 78.2 7.2 Cu(37)2 79.2 8.2 
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Aus Tabelle 3.13 kann man allgemein entnehmen, dass die Schmelztemperatur der 

CT-DNA zwischen 5 und 9 °C erhöht wird, wenn der untersuchte Komplex Phenanthrolin 

enthält, da dieses zwischen die Basenpaare der DNA interkaliert.[42] Bindet der Komplex 

jedoch in den Furchen der DNA wie Cu(GGH) und Cu(P-RhB) bleibt die Temperatur 

unverändert bzw. erhöht sich lediglich um etwa 1 °C durch die Interkalation des 

Rhodamins im Peptid P-RhB. Die Erhöhung des Schmelzpunktes und damit die Stärke der 

Interkalation fällt in der Reihenfolge 

 Cu(phen)(P-Phen) > Cu(phen)Cu(P-Phen) > Cu(P-Phen) > Cu2(P-Phen). 

Vergleichend dazu fällt die DNA-Spaltaktivität (Abbildung 3.53 (a)) in der Reihenfolge 

 Cu(phen)Cu(P-Phen) > Cu(phen)(P-Phen) > Cu2(P-Phen) > Cu(P-Phen). 

Wie schon festgestellt wurde, führen synergistische Effekte zwischen zwei 

Kupfer(II)-Zentren prinzipiell zur Verbesserung der DNA-Spaltung (Cu(phen)Cu(P-Phen) 

spaltet besser als Cu(phen)(P-Phen) und Cu2(P-Phen) besser als Cu(P-Phen)). Hinzu 

kommt jedoch auch die Steigerung der Spaltaktivität durch die Interkalation der 

[Cu(phen)2]2+-Gruppe (Cu(phen)Cu(P-Phen) und Cu(phen)(P-Phen) spalten besser als 

Cu2(P-Phen) und Cu(P-Phen)). Darüber hinaus bestätigt die unterschiedliche Reihenfolge 

der Spaltaktivität im Vergleich zu der der Interkalationsstärke die bereits bei den 

Ergebnissen der Gelelektrophorese getroffene Vermutung, dass die Koordination eines 

weiteren CuII-Ions durch das ATCUN-Motiv einen Anstieg der Spaltung nach sich zieht. 

Zugleich kommt es jedoch auch zu einer Verringerung der Interaktion des Phenanthrolins 

mit der DNA entweder aufgrund sterischer Ansprüche oder durch Veränderungen in der 

Kombination der DNA-Wechselwirkungen Interkalation und Furchenbindung. Ebenfalls 

findet sich beim Vergleich der Schmelztemperaturen in Anwesenheit der beiden 

Komplexe Cu(37)2 (79.2 °C) und Cu(phen)(P-Phen) (79.6 °C), die sich lediglich durch das 

zusätzliche Peptid unterscheiden, die Vermutung bestätigt, dass dieses zu einer leicht 

verbesserten Annäherung des Komplexes an die DNA führt und so zu einer besseren DNA-

Spaltung. Des Weiteren kann anhand der Komplexe Cu(phen)(P-Phen) und 

Cu(phen)Cu(P-Phen) im Vergleich mit den Komplexen Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen) 

gezeigt werden, dass eine [Cu(phen)2]2+-Einheit einen deutlich stärkeren Einfluss auf die 

DNA-Spaltung und den DNA-Schmelzpunkt hat als der Ligand alleine (Cu(P-Phen)) bzw. 

eine [Cu(phen)]2+-Gruppe (Cu2(P-Phen)). Da das positiv geladene Kupfer(II)-Zentrum im 

Phenanthrolin des Cu2(P-Phen)-Komplexes keine „Abschirmung“ durch ein zweites 
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Phenanthrolin erfährt und somit der hydrophobe Charakter des Komplexes im Gegensatz 

zu Cu(phen)Cu(P-Phen) stark gesenkt wird, vermindert sich auch die Interkalation in die 

DNA deutlich. Obwohl der Komplex Cu(P-Phen) wesentlich stärker zwischen die DNA-

Basen interkaliert als Cu2(P-Phen), da er durch den freien Liganden am N-Terminus 

deutlich hydrophober ist, spaltet er DNA weniger effektiv, da hier der Einfluss eines 

zweiten CuII-Ions überwiegt. Zudem spielt bei der oxidativen DNA-Spaltung das 

Redoxpotential der Komplexe, das bei der Komplexierung des Metallzentrums durch die 

Art und Anzahl der Liganden stark beeinflusst wird, eine essentielle Rolle. Je leichter dabei 

die Reduktion und Reoxdiation des Metallzentrums ist, desto effektiver kann die 

Generierung von ROS und damit die Schädigung der DNA ablaufen.[99,146] 

Zusammengenommen zeigt dies nachdrücklich, dass die bloße Verbesserung der 

Affinität eines Komplexes zur DNA nicht gleichbedeutend mit einer verbesserten DNA-

Spaltung sein muss. 

 

Zur Untersuchung eines möglichen Potentials der P-Phen-Komplexe als selbstaktivierende 

Nucleasen wurden die Komplexe unter den Bedingungen wie zuvor (vgl. Abbildung 3.53) 

inkubiert, jedoch ohne den Zusatz von Aktivierungsreagenzien (Abbildung 3.57). 

 

 

 

 

  
 

ABBILDUNG 3.57: DNA-Spaltaktivität der Cu II- und NiII-Komplexe von P-Phen im Vergleich mit  

CuCl2 bzw. NiCl2 sowie Cu(37) und Cu(37)2 in der Abwesenheit von Aktivierungsreagenzien. 
((a) 50 µM CuI I-Komplexe (Einfügung: 5 µM CuI I-Komplexe) und (b) 50 µM NiI I-Komplexe bezüglich 0.025 µg µL-1 pBR322  

in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 
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Die Inkubation von Plasmid-DNA mit den Kupfer(II)-P-Phen-Komplexen bei der 

ursprünglichen Konzentration von 5 µM zeigt keine Spaltung der DNA (Einfügung in 

Abbildung 3.57 (a)). Durch eine Erhöhung der Konzentration auf 50 µM identisch zu den 

Nickel(II)-Komplexen kann jedoch eine deutliche DNA-Spaltung durch die Komplexe 

Cu(phen)(P-Phen), Cu(phen)Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen) beobachtet werden  

(Spuren 1, 2 und 4 in (a)). Der Grad der Spaltung durch den Komplex Cu2(P-Phen) ist 

dabei mit der Spaltung durch die Komplexe Cu(P2-NH2) und Cu(P2-Fc) vergleichbar, 

jedoch wird bei diesen für ein ähnliches Ergebnis eine Inkubationszeit von 12 h benötigt 

(vgl. Abbildung 3.48, Spuren 2 und 4). Beim Vergleich der NiII-Komplexe untereinander 

bzw. mit Cu(phen)(P-Phen) (b) kann eine Spaltung nur bei den beiden Komplexen 

Cu(phen)(P-Phen) und Cu(phen)Ni(P-Phen) beobachtet werden, d.h. bei denjenigen, 

die eine [Cu(phen)2]2+-Einheit enthalten (Spuren 1 und 2 in (b)). Auffällig ist die Spaltung 

von etwa 9 % durch die Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexe Cu(37) und Cu(37)2 (jeweils 

Spuren 6 und 7). Obwohl in der Literatur entgegen des allgemeinen Standpunktes auch 

vereinzelt Hinweise auf eine hydrolytische Spaltung durch Kupferkomplexe des 

Phenanthrolins gefunden werden können[222,223], konnte im Rahmen dieser Arbeit gezeigt 

werden, dass die Wechselwirkung zwischen einer [Cu(phen)]2+-Gruppe mit Tris Ursache 

der oxidativen Spaltung ohne Aktivierungsreagenz ist. Die ausführlichen Untersuchungen 

und Experimente hierzu sind im Abschnitt 3.2.3.1 dargestellt. Geht man nun davon aus, 

dass ein gewisser Grad der Spaltung auf CuII-Tris-Komplexe zurückzuführen ist, zeigt der 

Vergleich der Spuren 1 und 2 mit 7 in (a), dass auch bei Abwesenheit von Ascorbinsäure 

die DNA-Spaltung positiv durch das Peptid sowie durch die Anwesenheit eines zweiten 

Kupfer(II)-Zentrums beeinflusst wird (Cu(phen)(P-Phen) spaltet besser als Cu(37)2, aber 

schlechter als Cu(phen)Cu(P-Phen)). Wie bereits bei den Ferrocen-Peptiden in Abschnitt 

3.1.4.2 festgestellt, hat die direkte Verknüpfung von zwei CuII-ATCUN-Zentren dabei den 

größten Einfluss (Spur 4 in (a)). Wird im Gegensatz dazu jedoch ausschließlich Nickel(II) 

durch das ATCUN-Motiv gebunden, bleibt eine Spaltung aufgrund des unterschiedlichen 

Redoxverhaltens (CuII/CuI vs. NiII/NiIII) aus (jeweils Spur 4). Die Kombination von NiII- und 

CuII-Ionen im Komplex Cu(phen)Ni(P-Phen) wirkt sich dagegen durch die Interaktion 

zwischen den unterschiedlichen Metallionen durchaus positiv aus (Spuren 2 und 7 in (b)). 

Im Ganzen kann gesagt werden, dass die Kupfer(II)-Komplexe des Peptids P-Phen 

ein großes Potential als Nuclease und selbstaktivierende Nuclease aufweisen und dabei 

sogar den Komplex Cu(37)2 an Effizienz übertreffen. 
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3.1.5.3. Spaltung von linearer DNA 

Die Spaltung von natürlicher linearer DNA (z.B. CT-DNA oder Lachsspermien-DNA) ist im 

Vergleich zur Spaltung von Plasmid-DNA aufgrund der fehlenden intramolekularen 

Spannung, die bei bakteriellen Plasmiden durch die Superspiralisierung hervorgerufen 

wird, weitaus schwieriger und stellt damit einen guten Indikator für die Effektivität 

künstlicher Nucleasen dar. Neben der Untersuchung der Spaltprodukte linearer DNA 

mittels Gelelektrophorese bietet der Thiobarbitursäure-Assay (TBA-Assay) eine einfache 

und schnelle Methode der Analyse. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Thiobarbitursäure-Assay 

Die Anfänge des Thiobarbitursäure-Assays (TBA-Assay) liegen 

bereits in den späten 1940er Jahren.[224] Ursprünglich entwickelt 

zur Untersuchung und Quantifizierung der Lipidperoxidation in 

chemischer sowie biologischer Hinsicht, entwickelte sich der 

Assay über die Jahre zu einem vielseitigen Standardtest zur 

Bestimmung oxidativen Stresses. Grundlage des Assays ist die 

säurekatalysierte Bildung eines roten Farbstoffes bei etwa 100 °C 

durch Reaktion von Thiobarbitursäure mit Malondialdehyd (MDA), 

einem Endprodukt des oxidativen Abbaus von Lipiden  

(Schema 3.35).[225–227] 

 

 
 

SCHEMA 3.35: Reaktion von Thiobarbitursäure mit Malondialdehyd. 

 

MDA wird jedoch nicht nur bei der Peroxidation von Lipiden 

gebildet, sondern kann auch als sekundäres Endprodukt bei der 

Oxidation von Aminosäuren, Kohlenhydraten und DNA 
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entstehen.[228–231] Erste Ergebnisse zur Bildung von MDA aus der 

Oxidation von DNA stammen aus den frühen 1980er Jahren von 

JOHN M. C. GUTTERIDGE.[229,231] Untersuchungen zur DNA-Spaltung 

durch den Eisen(II)-Komplex des Bleomycins zeigten, dass die als 

Endprodukt gebildeten Basenaldehyde beim TBA-Assay 

säurekatalytisch bzw. thermisch zur freien Base und MDA 

hydrolysiert werden (Schema 3.36, vgl. Schema 2.6).[232] 

 

 
 

SCHEMA 3.36: Bildung von MDA durch Oxidation von DNA.[226,229,231,232] 

 

Bei der Verwendung des TBA-Assays müssen mehrere Fakten 

beachtet werden. Der gebildete TBA-MDA-Farbstoff kann zwar in 

VERGLEICHENDER WEISE zur quantitativen Auswertung der DNA-

Spaltung genutzt werden, da seine Absorption bei 𝜆𝑚𝑎𝑥 = 532 nm 

proportional zur gebildeten MDA-Menge ist, jedoch ist eine 

absolute Aussage über die DNA-Spaltung nicht möglich.[233] 

Einerseits kann nicht zwischen freiem MDA und anderweitigen 

Hydrolyseprodukten unterschieden werden, da TBA mit vielen 

Aldehyden (thiobarbitursäurereaktive Substanzen (TBARS)) rote 

Farbstoffe bildet, und andererseits wird beim Assay nicht der 

gesamte DNA-Spaltvorgang abgebildet. Vielmehr wird nur der 

Teil angesprochen, bei dem TBARS gebildet werden, sodass keine 

vollständige Aussage über die Spaltung getroffen werden kann, 

wenn der Spaltmechanismus beispielsweise vorwiegend über die 

Bildung von Furanonen oder anderen nicht-

thiobarbitursäurereaktive Spezies verläuft (vgl. Schema 2.5).[232] 
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Zur Untersuchung der DNA-Spaltung mittels einiger CuII-P-Phen-Peptide über die Menge 

an gebildetem Malondialdehyd wurde zunächst eine MDA-Standardkurve erstellt, über 

die der Extinktionskoeffizient des MDA-TBA-Farbstoffes bestimmt werden kann. Da reines 

MDA äußerst instabil ist und zur Selbstkondensation neigt (Schema 3.37), wurde für die 

Standardkurve Malonaldehydbis(dimethylacetal) mit verdünnter Schwefelsäure 

hydrolysiert. Die Konzentration des gebildeten Malondialdehyds wurde anschließend bei 

245 nm (𝜀 =13 700 M-1 cm-1) bestimmt.[234] Durch Umsetzung mehrerer MDA-Lösungen 

bekannter Konzentration (0.25 – 5.00 µM) mit TBA in 10 %iger Trichloressigsäure (TCA) bei 

99 °C für 30 min und anschließender Messung der Absorption bei 532 nm konnte 

schließlich der Extinktionskoeffizient des roten MDA-TBA-Produkts errechnet werden 

(Abbildung 3.58).[226,227,235] 

 

 
 

SCHEMA 3.37: Selbstkondensation von Malondialdehyd.[226,227,235] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.58: Bestimmung des Extinktionskoeffizienten des MDA-TBA-Farbstoffes.[227] 

 

200 250 300 350 400

0

0,5

1

1,5

2

0

0,5

1

1,5

2

420 440 460 480 500 520 540 560 580

Wellenlänge [nm] (MDA)

A
b

so
rp

ti
o

n

A
b

so
rp

ti
o

n

Wellenlänge [nm] (MDA-TBA-Farbstoff)

0.5 

Hydrolyse von 

Malonaldehyd-

(dimethylacetal) 

 

 
 

 

λmax = 245 nm 

 

ε = 13 700 M-1 cm-1 

Reaktion von MDA 

mit TBA 

 

 

0
.2

5
 –

 5
.0

0
 µ

M
 M

D
A

 

5
5

 µ
M

 M
D

A
 

0.5 

R² = 0,9976

0

0,5

1

0 20 40 60

A
b

so
rp

ti
o

n
 (

5
3
2
 n

m
)

Konzentration [10-7 M]

0.5 
1.5 1.5 



Phenanthrolin-ATCUN-Peptide | ATCUN-Komplexe | Ergebnisse und Diskussion 

101 

Abbildung 3.58 liefert einen Extinktionskoeffizienten von 𝜀 =167 566 M-1 cm-1. Dieser Wert 

steht im Einklang mit dem Literaturdurchschnittswert von 𝜀 =153 000 M-1 cm-1.[227] 

Die Spaltung von CT-DNA erfolgte in der An- und Abwesenheit der Komplexe Cu(P-Phen) 

und Cu2(P-Phen) mit Ascorbinsäure als Aktivierungsreagenz. Zum Vergleich wurde auch 

die Spaltung durch die Komplexe Cu(P-RhB) und Cu(37)2 sowie durch CuCl2 untersucht. 

Dazu wurden die Proben zwei Stunden bei 37 °C inkubiert und anschließend äquivalent 

zur Bestimmung des Extinktionskoeffizienten mit 10 % TCA und TBA für 30 min bei 99 °C 

erhitzt. Die Abbildung 3.59 zeigt die Auswertung der Absorptionsmessungen sowohl in der 

Form der MDA-Konzentration in den Proben als auch in der durch die Komplexe 

gebildeten absoluten Menge an MDA bezogen auf die Stoffmenge der CT-DNA. 

 

 
 

ABBILDUNG 3.59: MDA-Bildung durch oxidative Spaltung von CT-DNA mit Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen). 
(100 µM Komplex und 1 mM CT-DNA in 20 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.5 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 2 h) 

 

Wie bereits bei der Spaltung von Plasmid-DNA stellen auch bei der Spaltung von linearer 

CT-DNA die zwei Kupfer(II)-Komplexe des Peptids P-Phen die effektivsten Spalter dar  

(vgl. Abschnitt 3.1.5.2) und übertreffen dabei den Phenanthrolinkomplex Cu(37)2 um  
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mehrerer Metallzentren sowie die Kombination von Interkalation und Furchenbindung 
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Untersuchungen aus der Literatur zeigen, dass sich die Spaltung linearer DNA durch  
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0.04 µg mmol-1 CT-DNA für Cu2(P-Phen) zeugen jedoch davon, dass der Reaktionsweg für 

die Spaltung nicht vorwiegend über die Bildung von Basenaldehyden, die sich zu MDA 

zersetzen, abläuft. YAN JIN und JAMES COWAN konnten so unter anderem durch Nutzung 

des TBA-Assays feststellen, dass die Spaltung durch CuII-ATCUN-Komplexe bevorzugt über 

die Freisetzung der Nucleobasen durch C4‘-Wasserstoffabstraktion (bzw. zu einem 

geringen Teil über die C1‘-Wasserstoffabstraktion) verläuft.[75] Dies findet sich dadurch 

bestätigt, dass die Spaltung durch den Komplex Cu(P-RhB) identisch mit der durch 

Kupfer(II)-chlorid ist. Die höhere Aktivität der P-Phen-Komplexe bezüglich der Bildung von 

Basenaldehyden ist demnach hauptsächlich auf eine veränderte DNA-Komplex-

Wechselwirkung und damit einem veränderten Spaltmechanismus durch die 

Phenanthrolingruppe im Peptid zurückzuführen. Es zeigt sich auch, dass nur in der 

Anwesenheit von Ascorbinsäure eine DNA-Spaltung zu beobachten ist. Ursache hierfür 

kann sowohl eine unzureichende Selbstaktivierung der Nucleasen für eine Spaltung 

linearer DNA sein als auch, dass die Spaltung ohne Ascorbinsäure keinerlei 

Basenaldehyde und damit kein MDA produziert und ausschließlich Spaltprodukte 

entstehen, die nicht durch den TBA-Assay erfasst werden. 

 

3.1.5.4. Peroxidation von Lipiden 

Die Generierung von reaktiven Sauerstoffspezies in biologischen Systemen trägt nicht nur 

durch Schädigung der DNA zum oxidativen Stress der Zellen bei, sondern ebenso durch 

ihre Reaktion mit Lipiden. Die Degeneration von Lipiden durch Peroxidation sollte daher 

für ATCUN-Peptide modellhaft anhand von Fettsäuren untersucht werden. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Lipidperoxidation 

Die oxidative Schädigung von Lipiden in biologischen Systemen 

steht seit vielen Jahren im Fokus des wissenschaftlichen Interesses, 

da die Lipidperoxidation bzw. die Produkte der Peroxidation 

häufig mit Prozessen des Alterns und einigen Krankheiten wie der 

Alzheimer-Krankheit und Arteriosklerose in Verbindung gebracht 

werden.[163,226,237–240] Die Schädigung der Lipide tritt dabei zumeist 
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durch Elektronenübertragungen (Radikalbildung) an reaktiven 

Methylengruppen von mehrfach ungesättigten Fettsäuren auf 

und wird vorwiegend durch reaktive Sauerstoffspezies 

hervorgerufen, die sowohl auf natürlichem Wege durch Enzyme 

(z.B. Myeloperoxidase oder Lipoxygenasen) als auch durch 

Reaktion von Übergangsmetallen mit Sauerstoff gebildet werden 

können (vgl. Schema 3.18). Ein typisches Endprodukt der 

Lipidperoxidation ist Malondialdehyd. Dieses wird in vivo einerseits 

enzymkontrolliert beim Metabolismus von Arachidonsäure zur 

Biosynthese von Prostaglandinen (Gewebshormone) und 

Thromboxan (Aktivierung der Thrombozytenaggregation) 

gebildet (Schema 3.38).[241] 
 

 
 

SCHEMA 3.38: Bildung von MDA durch Oxidation von Arachidonsäure.[241] 
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Andererseits kann MDA als sekundäres Endprodukt bei der nicht-

enzymatischen Metabolisierung von mehrfach ungesättigten 

Fettsäuren entstehen. Die Addition von Sauerstoff an ein durch 

ROS generiertes Fettsäureradikal setzt eine Kettenreaktion in 

Gang, bei der das Peroxylradikal über Wasserstoffabstraktion 

intramolekular mit benachbarten Methingruppen oder aber mit 

weiteren Fettsäuremolekülen reagiert (Schema 3.39).[226,242,243] Ein 

Kettenabbruch erfolgt erst dann, wenn zwei Radikale miteinander 

reagieren und ein stabiles Produkt bilden, die Fettsäuren 

aufgebraucht sind oder sämtliche Radikale durch Antioxidantien 

(z.B. Vitamin E) abgefangen werden.[239,240]  
 

 
 

SCHEMA 3.39: Mechanismus der Lipidperoxidation.[226,242,243] 
(R = Alkylreste der Fettsäuren) 
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Malondialdehyd entsteht schließlich durch verschiedene 

Reaktionen ausgehend von den reaktiven O2-verbrückten 

Radikalen oder den Hydroperoxiden (Schema 3.40).[226,242,243] 

 

 
 

SCHEMA 3.40: Bildung von MDA bei der Lipidperoxidation.[226,242,243] 
(RH = Wasserstoffdonor) 

 

Die Bildung von MDA ermöglicht, wie bereits bei der Spaltung von 

CT-DNA, die Analyse der Peroxidation mithilfe des 

Thiobarbitursäure-Assays, wobei auch hier bedacht werden muss, 

dass MDA nur das Produkt spezifischer Abbauwege von 

Lipiden/Fettsäuren ist und nur eines von vielen aldehydischen 

Produkten.[244,245] 
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Durch Nutzung des TBA-Assays wurden einige CuII-ATCUN-Komplexe hinsichtlich ihres 

Potentials untersucht, eine Oxidation von Fettsäuren durch reaktive Sauerstoffspezies 

herbeizuführen. Dabei sollte die Effektivität der Peptid-Komplexe im Vergleich mit dem 

Komplex Cu(37)2 sowie dem Eisen(III)-EDTA-Komplex 42, aber auch die Abhängigkeit der 

Oxidation vom Grad der Sättigung der Fettsäuren untersucht werden. In einem ersten 

Versuch wurde daher zunächst die zweifach ungesättigte Linolsäure mit den Komplexen 

Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen) in der An- und Abwesenheit von Ascorbinsäure für zwei 

Stunden bei 37 °C inkubiert (Abbildung 3.60). Der Eisen(III)-EDTA-Komplex 42, der als 

Modell für den Eisen-Bleomycin-Komplex dienen sollte, wurde zuvor in Anlehnung an eine 

Vorschrift von DU T. LOOTS et al. dargestellt (Schema 3.41).[246] 

 

 
 

SCHEMA 3.41: Synthese des Eisen(III)-EDTA-Komplexes 42.[246] 

 

 

 
 

ABBILDUNG 3.60: Oxidation von Linolsäure mit den Komplexen Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen). 
(100 µM Komplex und 100 mg mL-1 Linolsäure in 20 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.5 mM Ascorbinsäure (Asc) bei 37 °C für 2 h) 

((a) Daten aus (b) abzüglich der jeweiligen Autooxidation von Linolsäure + Komplex ohne Ascorbinsäure) 

0

0,002

0,004

0,006

0,008

0,01

0,012

0,014

0

0,5

1

1,5

2

2,5

3

Li
n

o
ls

ä
u

re

Li
n

o
ls

ä
u

re
 +

 A
sc

C
u

C
l2

C
u

C
l2

 +
 A

sc 4
2

4
2

 +
 A

sc

C
u

(P
-P

h
e

n
)

C
u

(P
-P

h
e

n
) 

+
 A

sc

C
u

2
(P

-P
h

e
n

)

C
u

2
(P

-P
h

e
n

) 
+

 A
sc

C
u

(P
-R

h
B

)

C
u

(P
-R

h
B

) 
+

 A
sc

µ
g

 M
D

A
 /

 m
g

 S
ä

u
re

M
D

A
 [

µ
M

]

MDA [µM] µg MDA / mg Linolsäure

0.014 
 
 

0.012 
 
 

0.01 
 
 

0.008 
 
 

0.006 
 
 

0.004 
 
 

0.002 

2
 

2
 

2
 

2
 

0

0,2

0,4

3 
 

 
 

2.5 
 

 
 

2 
 

 
 

1.5 
 

 
1 

 

 
0.5 

0.4 
 

 
 

0.2 
 

 
 

5 

(a) 

(b) 



Phenanthrolin-ATCUN-Peptide | ATCUN-Komplexe | Ergebnisse und Diskussion 

107 

Wie bereits bei vorherigen Untersuchungen stellt auch bei der Oxidation von Linolsäure 

Cu2(P-Phen) den effektivsten Komplex dar. Mit etwa 0.013 µg MDA pro mg Linolsäure 

übertrifft der Komplex in Anwesenheit von Ascorbinsäure die freien Kupfer(II)-Ionen um 

etwa 60 % und den FeIII-Komplex 42 sogar um rund 73 %. Auch die Freisetzung von MDA 

durch den Komplex des Rhodaminpeptids (Cu(P-RhB)) wird noch um ca. 24 % übertroffen. 

Der Phenanthrolinligand hat demnach auch bei der Fettsäureperoxidation einen 

positiven Einfluss auf die biologische Aktivität von ATCUN-Komplexen. 

Die geringe Steigerung der Fettsäureoxidation in Anwesenheit von Ascorbinsäure im 

Vergleich zur MDA-Bildung ohne Ascorbinsäure lässt sich vermutlich auf die generell hohe 

Anfälligkeit von mehrfach ungesättigten Fettsäuren gegenüber Oxidation durch 

Sauerstoff erklären. Die Anwesenheit redoxaktiver Metallkomplexe spielt dabei jedoch 

eine wesentliche Rolle. So ist die Autooxidation von Linolsäure in Anwesenheit von 

ATCUN-Komplexen deutlich stärker ausgeprägt (Cu(P-Phen), Cu2(P-Phen) und  

Cu(P-RhB) im Vergleich mit CuCl2 und Komplex 42). Des Weiteren zeigt sich wie bei der 

DNA-Spaltung auch eine höhere Oxidation in Abhängigkeit der Anzahl der Metallzentren 

(Cu2(P-Phen) generiert mehr MDA als Cu(P-Phen)). Dass die Autooxidation von Fettsäuren 

einen beträchtlichen Anteil an der Bildung von Malondialdehyd haben kann, lässt sich 

auch in Abbildung 3.61 erkennen. Hier wurde Cu2(P-Phen) als effektivster Komplex mit 

unterschiedlich gesättigten Fettsäuren inkubiert. 

 

     
 

ABBILDUNG 3.61: Oxidation verschiedener Fettsäuren mit Cu2(P-Phen) und Cu(37)2. 
(100 µM Komplex und 100 mg mL-1 Fettsäure (bzw. 20 µM Komplex und 20 mg mL-1 Arachidonsäure) in 20 mM Tris-HCl-Puffer  

pH 7.4 mit 0.5 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 2 h) 
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Anhand der MDA-Konzentration in Abbildung 3.61 zeigt sich deutlich, dass der Grad der 

Sättigung der Fettsäure einen großen Einfluss auf die Bildung von MDA hat. Je gesättigter 

die Fettsäure ist, desto weniger MDA wird durch Peroxidation freigesetzt. Betrachtet man 

die Ergebnisse für die vollständig gesättigte Stearinsäure und die einfach ungesättigte 

Ölsäure, die in der Anwesenheit der Komplexe Cu2(P-Phen) und Cu(37)2 keine gesteigerte 

Bildung des TBA-MDA-Farbstoffes zeigen, muss jedoch gesagt werden, dass zwei 

Doppelbindungen (Linolsäure) das Minimum darstellen, damit es überhaupt zur 

Peroxidation kommt. In Bezug auf die Autooxidation ungesättigter Fettsäuren 

verdeutlicht die Arachidonsäure, dass mit Erhöhung der Anzahl der Doppelbindungen in 

den Fettsäuren auch die Anfälligkeit gegenüber Oxidation durch Sauerstoff steigt. Die 

vierfach ungesättigte Säure ist gegenüber Sauerstoff und Wärme so stark empfindlich, 

dass der Zusatz der Kupfer(II)-Komplexe kaum Einfluss auf die Degeneration der Säure hat 

(violette Balken, vgl. 100 mg mL-1 Linolsäure zu 20 mg mL-1 Arachidonsäure). 

Vergleicht man die MDA-Konzentrationen beim Abbau der Linolsäure und der 

Arachidonsäure durch die Komplexe Cu2(P-Phen) und Cu(37)2 fällt auf, dass entgegen 

den Ergebnissen der DNA-Spaltung der Phenanthrolinkomplex Cu(37)2, wenn auch nur 

gering unter den gewählten Bedingungen, die Fettsäuren effektiver oxidiert als der 

Peptid-Komplex (Tabelle 3.14). 

 

TABELLE 3.14: MDA-Konzentration bei der Oxidation von Linol- und Arachidonsäure.  
(100 µM Komplex und 100 mg mL -1 Linolsäure bzw. 20 µM Komplex und 20 mg mL -1 Arachidonsäure in 20 mM Tris-HCl-Puffer  

pH 7.4 mit 0.5 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 2 h) 

Fettsäure 
MDA-Konzentration [µM (µg MDA / mg Säure)] 

Cu2(P-Phen) Cu(37)2 

Linolsäure 1.82 (0.013) 1.92 (0.014) 

Arachidonsäure 27.92 (1.006) 29.74 (1.072) 

 

Die geringere Effizienz des Peptid-Komplexes ist auch aus der Literatur bekannt.[247] 

Obwohl bisher nicht vollständig geklärt werden konnte, worauf genau die Eigenschaft 

der Inhibierung der Peroxidation durch ATCUN-Peptide beruht, geht man davon aus, 

dass die Oxidation der Fettsäuren vor allem durch Kupfer(II)-Ionen hervorgerufen wird, 

die durch eine Zersetzung des CuII-Peptid-Komplexes mit der Zeit freigesetzt werden.  
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Diese Theorie wird vor allem dadurch gestützt, dass gezeigt werden konnte, dass die 

Inhibierung der Peroxidation deutlich stärker ist, wenn ein CuII : Peptid-Verhältnis von 1 : 2 

im Gegensatz zu einem Verhältnis von 1 : 1 eingesetzt wird. Die höhere 

Peptidkonzentration führt dazu, dass freiwerdende Kupfer(II)-Ionen schnell erneut 

gebunden werden.[247] Legt man diese Theorie zugrunde und bedenkt, dass die  

CuII-Peptid-Komplexe im Rahmen dieser Arbeit in einem CuII : Peptid-Verhältnis von 0.8 : 1 

synthetisiert wurden, d.h. nur mit einem geringen Überschuss der Peptide, damit freie 

Kupfer(II)-Ionen zu Beginn eines jeden Experimentes ausgeschlossen werden können, 

erklärt sich der im Vergleich zur Literatur geringe inhibitorische Effekt des Cu2(P-Phen)-

Komplexes auf die Fettsäureoxidation. Dennoch kann gesagt werden, dass die 

verwendete Peptidsequenz durch Koordination von Kupfer(II)-Ionen in der Lage ist, 

oxidativen Stress durch Oxidation von Fettsäuren auszulösen und die Effizienz dabei durch 

Phenanthrolin deutlich gesteigert werden kann. 

 

3.1.5.5. Spaltung von Proteinen 

Neben den Eigenschaften der ATCUN- bzw. Phenanthrolinkomplexe als Nuclease zu 

fungieren und Lipide peroxidieren zu können, ist auch seit langem bekannt, dass sie in 

der Lage sind Proteine zu spalten (Proteaseaktivität)[248–250] bzw. die Verlinkung von 

Proteinen zu initiieren (Cross-Linkingaktivität).[251–253] Besonders die Entwicklung künstlicher 

Proteasen wurde in den letzten Jahren zu einem zentralen Thema der bioanorganischen 

Forschung, da heutzutage davon ausgegangen wird, dass einige Krankheiten durch 

fehlgefaltete Proteine ausgelöst werden. Man nimmt beispielsweise an, dass Oligomere 

des fehlgefalteten Amylins (Insel-Amyloid-Polypeptid, IAPP) mit der Apoptose der 

insulinbildenden β-Zellen der Bauchspeicheldrüse in Verbindung stehen, einem 

Charakteristikum von Diabetes mellitus Typ 2.[254–257] Auch Oligomere anderer Peptide 

und Proteine wie Amyloid β42 und 𝛼 -Synuclein stehen im Verdacht die primären 

toxischen Spezies einer Reihe neurodegenerativer Erkrankungen, zu denen unter 

anderem die Alzheimer-, Parkinson- und Huntington-Krankheit gehören, zu sein.[258–260]  

Da derartige Proteine zumeist nicht wie Enzyme (a) über ein aktives (b) oder  

allosterisches (c) Zentrum verfügen, womit eine Hemmung durch entsprechende 

Inhibitoren ausgeschlossen ist[261], liegt hier der Fokus vor allem auf der Synthese 
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künstlicher Proteasen, die zur selektiven Spaltung (d) der Oligomere genutzt werden 

können (Abbildung 3.62).[262,263] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.62: Schematische Darstellung der Enzymhemmung und Proteinspaltung. [261] 
(Enzym, Substrat/Produkt, kompetitiver Inhibitor, allosterischer Inhibitor, Protease) 

 

Zur Untersuchung der Proteaseaktivität der P-Phen-Komplexe wurde das Protein BSA als 

Modell verwendet. Die Analyse der Spaltung von Proteinen erfolgte mithilfe der Methode 

der Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese (SDS-PAGE). 
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THEORETISCHER HINTERGRUND: 

SDS-PAGE[264] 

Wie auch bei der Agarose-Gelelektrophorese handelt es sich bei 

der Natriumdodecylsulfat-Polyacrylamid-Gelelektrophorese um 

eine analytische Methode zur Größentrennung von 

Probengemischen in einem elektrischen Feld; im Regelfall für 

Nukleinsäuren und Proteine mit einem Gewicht von etwa  

1 – 500 kDa.[265] Die Gele werden dabei durch radikalische 

Polymerisation von Acrylamid und N,N‘-Methylenbisacrylamid, 

welches zur Vernetzung der Acrylamid-Fäden dient, erzeugt. Beim 

Erstarren des Gels bilden sich durch diese Quervernetzung 

Maschen aus, durch die die Proben während der Elektrophorese 

wandern (Abbildung 3.63). 
 

 
 

ABBILDUNG 3.63: Ausschnitt aus der Struktur des Polyacrylamidgels. 
(Acrylamid, N.N‘-Methylenbisacrylamid) 

 

Bei der diskontinuierlichen SDS-PAGE nach ULRICH K. LAEMMLI 

wandern die Proteine zur Aufkonzentrierung zuerst durch ein 

großmaschiges Gel mit neutralem pH-Wert (Sammelgel) und 

anschließend durch ein basisches Trenngel (Abbildung 3.64).[266] 
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ABBILDUNG 3.64: Schematischer Aufbau der SDS-PAGE. 
(Die Proteinproben werden in die Taschen des Gels geladen und durch Anlegen eines 

elektrischen Feldes ihrer Größe nach aufgetrennt (a). Die Anfärbung der Proteinfragmente 

z.B. mit Coomassie-Brillant Blau oder die Anregung der Tryptophanfluoreszenz macht die 

Proteinbanden sichtbar (b).) 

 

Durch eine Proteindenaturierung bei 85 °C und der Reduktion der 

Disulfidbrücken mittels β-Mercaptoethanol, kommt es zur 

Linearisierung der Proteine durch Zerstörung der 

dreidimensionalen Struktur. Diese ermöglicht eine Auftrennung 

nach der Kettenlänge, wobei längere Proteine langsamer durch 

das Gel migrieren als kurze. Das Versetzen der Proben mit dem 

anionischen Tensid Natriumdodecylsulfat sorgt während der 

Elektrophorese durch Überdecken der Proteineigenladung für 

eine konstante Ladungsverteilung und führt zur Wanderung der 

Proteine durch das Gel vom Minus- zum Pluspol. Die Detektion der 

Banden nach der Gelelektrophorese erfolgt für gewöhnlich mit 

Farbstoffen wie Coomassie-Brillant-Blau oder über die 

empfindlichere Silberfärbung. Im Rahmen dieser Arbeit wurden 

jedoch färbungsfreie Gele der Firma Bio-Rad Laboratories 

verwendet, bei denen die Detektion der Proteine auf der 

Fluoreszenz der Aminosäure Tryptophan beruht.[267] 

 
Um bei der Spaltung von BSA den Redoxzyklus der Metallkomplexe möglichst zu 

intensivieren, wurde die Inkubation in der Anwesenheit von Ascorbinsäure UND 

Wasserstoffperoxid durchgeführt. Die Abbildung 3.65 zeigt das Proteingel nach einer 

Inkubationszeit der Proben von drei Stunden bei 37 °C.[268] 
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ABBILDUNG 3.65: Proteinspaltaktivität der CuII- und NiII-Komplexe von P-Phen im Vergleich mit Cu(37) 

und Cu(37)2 in der Anwesenheit von Ascorbinsäure und Wasserstoffperoxid. 
(200 µM Komplexe mit 5 mM Ascorbinsäure (Asc) und 10 mM Wasserstoffperoxid (H2O2) bezüglich 0.66 µg µL-1 BSA  

in 60 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 3 h) 

 

Obwohl in erster Näherung für alle getesteten Komplexe eine Proteinspaltaktivität 

gefunden werden kann, wobei die NiII-Komplexe Ni(P-Phen) und Ni2(P-Phen) scheinbar 

die höchste Aktivität aufweisen (Spuren 8 und 9), ist das Fehlen der BSA-Bande in Spur 2, 

in der ausschließlich BSA mit Ascorbinsäure und Wasserstoffperoxid inkubiert wurde, 

äußerst auffällig. Vergleicht man dazu eine zeitabhängige Inkubation von BSA mit den 

Aktivierungsreagenzien sieht man deutlich, dass bereits nach fünf Minuten die Spaltung 

von BSA begonnen hat (a) und schon 30 Minuten ausreichend sind, um das Protein 

vollständig zu spalten (b) (Abbildung 3.66).  

 

   
 

ABBILDUNG 3.66: Zeitabhängige Spaltung von BSA durch Ascorbinsäure und Wasserstoffperoxid. 
(0.66 µg µL-1 BSA in der Ab- und Anwesenheit (BSA+) von 5 mM Ascorbinsäure (Asc) und 10 mM Wasserstoffperoxid (H2O2)  

in 60 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 0 - 3 h) 

 

Bezieht man das Ergebnis aus Abbildung 3.66 in die Auswertung für die BSA-Spaltung in 

Abbildung 3.65 ein, können die Spaltergebnisse damit erklärt werden, dass einerseits bei 

Anwesenheit der P-Phen-Komplexe die Aktivierungsreagenzien bevorzugt mit diesen 

reagieren und die Komplexe wiederum mit dem Protein interagieren und es spalten. 

Damit wären die NiII-Komplexe weiterhin die effektivsten Proteasen.  
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Andererseits wäre auch denkbar, dass die Komplexe die durch Ascorbinsäure und H2O2 

hervorgerufene BSA-Spaltung inhibieren. Dies würde bedeuten: je schwächer die BSA-

Bande im Gel ist, desto schlechter inhibiert der Komplex die Spaltung. Entgegen der 

ursprünglichen Aussage müsste hier demnach gesagt werden, dass die Komplexe  

Ni(P-Phen) und Ni2(P-Phen) die schlechtesten Spalter/Inhibitoren sind. Die letztere 

Vermutung wird insofern unterstützt, dass es in der Anwesenheit von Ascorbinsäure (a) 

ODER Wasserstoffperoxid (b) zu keinerlei Proteinspaltung durch die Nickel(II)-Komplexe 

kommt (Abbildung 3.67, Spuren 8 und 9). 

 

 
 

 
 

ABBILDUNG 3.67: Proteinspaltaktivität der CuII- und NiII-Komplexe von P-Phen im Vergleich mit Cu(37) 

und Cu(37)2 in der Anwesenheit von (a) Ascorbinsäure und (b) Wasserstoffperoxid. 
(200 µM Komplexe mit (a) 5 mM Ascorbinsäure (Asc) oder (b) 10 mM Wasserstoffperoxid (H2O2) bezüglich 0.66 µg µL-1 BSA  

in 60 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 3 h) 

 

Neben der Inaktivität der Komplexe Ni(P-Phen) und Ni2(P-Phen) zeigt Abbildung 3.67 

auch, dass das BSA ausschließlich durch die Kombination beider Aktivierungsreagenzien, 

nicht aber von Ascorbinsäure bzw. Wasserstoffperoxid allein gespalten wird  

(jeweils Spuren 1 und 2 im Vergleich). Allgemein kann gesagt werden, dass die 

Spaltaktivität der Komplexe höher ist, wenn sie durch H2O2 aktiviert werden.  
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Hierbei scheinen alle Komplexe eine ähnliche Effizienz zu besitzen (b). Bei der Aktivierung 

durch Ascorbinsäure hingegen zeigen sich Unterschiede in der Spaltaktivität (a). 

Während die beiden Phenanthrolinkomplexe Cu(37) und Cu(37)2 die aktivsten Proteasen 

darstellen (Spuren 10 und 11) und lediglich die Komplexe Cu(phen)Cu(P-Phen) und 

Cu(phen)Ni(P-Phen) eine ähnliche Effizienz erreichen (Spuren 4 und 7), spalten die 

Komplexe Cu(phen)(P-Phen), Cu(P-Phen) und Cu2(P-Phen) BSA zu einem wesentlich 

geringeren Grad (Spuren 3, 5, 6). Im Gegensatz zur DNA-Spaltung ist demnach für die 

Proteinspaltung die bloße Verknüpfung mehrerer Metallzentren nicht ausreichend, um 

eine Verbesserung der Spaltaktivität zu erzielen. Vielmehr bedingt die Kombination aus 

Anzahl der Metallzentren mit der Koordinationsumgebung und damit mit der Polarität der 

Komplexe eine bessere oder schlechtere Wechselwirkung mit dem Protein 

(Cu(phen)Cu(P-Phen) und Cu(phen)Ni(P-Phen) spalten besser als der Komplex 

Cu(phen)(P-Phen) mit nur einem Metallzentrum, aber auch besser als Cu2(P-Phen)). 

Inwiefern der Aktivierungsmechanismus und damit der Spaltmechanismus eine Rolle bei 

der Effizienz der Komplexe spielen, kann an dieser Stelle nicht bestimmt werden. Da eine 

Proteinspaltung jedoch ohne Aktivierungsreagenz nicht abläuft, kann zumindest davon 

ausgegangen werden, dass die Spaltung höchstwahrscheinlich oxidativ verläuft und die 

Reoxidation der Metallzentren im Fall der Proteinspaltung effektiver ist als die Reduktion 

durch Ascorbinsäure (Abbildung 3.68).[248,269,270] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.68: Proteinspaltaktivität der CuII- und NiII-Komplexe von P-Phen im Vergleich mit Cu(37) 

und Cu(37)2 ohne Aktivierungsreagenz nach 12 h. 
(200 µM Komplexe bezüglich 0.66 µg µL-1 BSA in 60 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 12 h) 

 

Zudem zeigt das Schmieren der Banden bezüglich des Mechanismus‘, dass die Spaltung 

nicht selektiv verläuft. Bei der Spaltung an einer spezifischen Stelle des Proteins, wie es 

von der Proteinhydrolyse durch natürliche Proteasen bekannt ist[271], müssten sich diskrete 

Banden auf dem Gel widerfinden lassen (Abbildung 3.67). 
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Dass neben den bereits getroffenen Aussagen über die Abhängigkeit der Spaltaktivität 

auch die Peptidsequenz bzw. die Größe des Komplexes (vgl. Abbildung 3.67, Spuren 10 

und 11) und die Art des Metallzentrums wichtige Rollen spielen, lässt sich beim Vergleich 

der Spaltung von BSA durch den Cu(GGH)- und Ni(GGH)-Komplex bzw. freie Kupfer(II)- 

und Nickel(II)-Ionen erkennen (Abbildung 3.69). Hierbei zeigt sich, dass Nickel(II)-Ionen 

und der Nickel(II)-Komplex nur eine minimale Spaltaktivität gegenüber BSA besitzen 

(Spuren 6 und 11 bzw. 4 und 9). Der im Vergleich zu den Kupfer(II)-P-Phen-Komplexen sehr 

kleine Cu(GGH)-Komplex sowie Kupfer(II)-Ionen zeigen dagegen eine sehr hohe Effizienz 

in der Anwesenheit von Ascorbinsäure (Spuren 8 und 10). Die Aktivierung mittels 

Wasserstoffperoxid, die im Falle der P-Phen-Komplexe deutlich bessere Ergebnisse erzielte, 

führt für den Cu(GGH)-Komplex jedoch zu einer Verschlechterung der Proteinspaltung  

(Spuren 3 und 8 im Vergleich).  

 

 
 

ABBILDUNG 3.69: Proteinspaltaktivität der CuII- und NiII-Komplexe GGH sowie freier Cu II- und NiII-Ionen. 
(200 µM Komplexe/Ionen mit 5 mM Ascorbinsäure oder 10 mM Wasserstoffperoxid bezüglich 0.66 µg µL-1 BSA  

in 60 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 3 h) 

 

Vergleicht man die Reduktionspotentiale (versus Normal-Wasserstoffelektrode) der 

Systeme Ascorbylradikal/Ascorbat (𝐸0 = -66 mV[268]) und H2O2/HO• (𝐸0 = 380 mV[268]) mit 

den Potentialen von Cu(GGH) (𝐸0 = 1038 mV[268]) bzw. Cu(37)2 (𝐸0 ≈ 320 mV[272]) lässt sich 

feststellen, dass das Potential des ATCUN-Komplexes weit außerhalb des 

thermodynamisch optimalen Wirkungsbereichs von -66 bis 380 mV liegt. Legt man den  

P-Phen-Komplexen als Vereinfachung das Potential des Komplexes Cu(37)2 zugrunde, 

findet sich für die Einelektronenreduktionen hingegen eine wesentlich bessere 

Übereinstimmung. Aus der Literatur ist bekannt, dass Komplexe mit einem 

Reduktionspotential innerhalb dieses Bereichs wesentlich effektivere Redoxzyklen 

aufweisen und daher in biologischer Hinsicht durch die erhöhte Radikalgenerierung 

deutlich aktiver sind.[268] Die Aktivität von ATCUN-Komplexen in der Anwesenheit von 
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Ascorbinsäure trotz des hohen Potentials, das diese aufweisen, ist noch immer 

Gegenstand aktueller Forschungen. Es konnte aber gezeigt werden, dass die Aktivität 

der Komplexe um ein Vielfaches gesteigert werden kann, wenn sowohl Ascorbinsäure als 

auch Wasserstoffperoxid für die Redoxreaktionen des Kupfer(II)-Zentrums verwendet 

werden.[268] Dass im Fall von Kupfer-ATCUN-Komplexen für die oxidative Protein- und auch 

DNA-Spaltung alle Oxidationsstufen des Kupfers von +1 bis +3 eine wichtige Rolle spielen, 

kann damit nicht ausgeschlossen werden. 

Grundlegend muss bei dieser Betrachtung jedoch beachtet werden, dass die 

angegebenen Redoxpotentiale für zwei spezifische Komplexe sind und sich durch die 

veränderte Aminosäuresequenz des Peptids P-NH2 im Vergleich zu GGH bzw. der 

Kopplung von Phenanthrolin an dieses Peptid stark verändern können.[273] 

 

Auch wenn die Komplexe des P-Phen-Peptids im Einzelfall nicht die Proteaseaktivität der 

einfacheren Komplexe Cu(GGH), Cu(37) und Cu(37)2 erreichen, bieten sie neben dem 

Einsatz als künstliche Nuclease und als Peroxidationsreagenz auch Potential als künstliche 

Protease. Damit stellen die P-Phen-Komplexe ein System mit breitem biologischen 

Anwendungsspektrum dar. 
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3.2. Phenanthrolinkomplexe 

3.2.1. Stand der Forschung 

Wie bereits eingehend erwähnt, wurde 1,10-Phenanthrolin (37) als zusätzlicher Ligand im 

Peptid P-Phen aus dem Grund verwendet, weil der Komplex Cu(37)2 die erste künstliche 

Kupfer(II)-Nuclease war und bis heute eine der effektivsten Nucleasen darstellt  

(vgl. Abschnitt 3.1.5).[37,38,40,43] Die DNA-Spaltaktivität wurde dabei von der Arbeitsgruppe 

um DAVID S. SIGMAN eher zufällig bei der Untersuchung des entsprechenden Kupfer(I)-

Komplexes auf seine inhibitorische Wirkung auf die Polymerase I des Bakteriums 

Escherichia coli entdeckt.[37] Ihre Ergebnisse zeigten, dass die Inhibierung der Polymerase 

nicht wie vorausgesagt durch Blockierung der Polymerasebindungsstelle in der kleinen 

Furche der DNA durch den Liganden 37 erfolgte, sondern durch die Spaltung der DNA 

durch den Komplex.[37,274] DAVID S. SIGMAN et al. fanden bei genaueren Untersuchungen 

heraus, dass die DNA-Spaltung auf der Bildung des CuI-Komplexes [Cu(phen)2]+ beruht, 

der in der Anwesenheit von Reduktionsmitteln aus Cu(37)2 erzeugt wird.[37,275] Der CuI-

Komplex wiederum reagiert mit Sauerstoff, wodurch sowohl der CuII-Komplex 

zurückgebildet wird als auch ein Superoxidanion (Schema 3.42). Dieses kann ebenfalls 

mit Kupfer(I) unter Bildung von Wasserstoffperoxid reagieren. In der Literatur wird heute 

angenommen, dass die DNA-Spaltung schließlich durch Bildung von metallgebundenen 

„Cu-oxo“-Spezies (z.B. CuIII-OH oder CuI-OOH) aus der Reaktion von Wasserstoffperoxid 

mit Kupfer(I) stattfindet (vgl. Schema 2.5).[42] Aufgrund der Möglichkeit der Kupfer-

Phenanthrolinkomplexe zwischen die Basen der DNA zu interkalieren[42,219], gelangen die 

reaktiven Sauerstoffspezies, obwohl sie selbst nicht diffusionsfähig sind wie beispielsweise 

Hydroxylradikale, in räumliche Nähe zur DNA und initiieren dort vorwiegend die 

Abstraktion des Wasserstoffs am C1‘-Atom.[32,39,41–43,274] 

 

 
 

SCHEMA 3.42: Redoxreaktion des Komplexes Cu(37)2 während der DNA-Spaltung.[37,42,275] 
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Da sich die Koordinationsumgebung des Kupfer(II)-Ions während der Reduktion strukturell 

ändert (CuII bevorzugt eine planare Koordination, CuI hingegen eine tetraedrische), 

ermöglicht die tetraedrische Struktur von CuI(37)2, dass der Komplex mit der DNA durch 

Interkalation eines Liganden und gleichzeitiger Bindung in der kleinen Furche mit dem 

zweiten Liganden wechselwirkt.[42,219] Aufgrund dieser Bindungsmodalität haben 

Substitutionen am Phenanthrolingerüst mitunter starke Auswirkungen auf die 

DNA-Bindung und damit auf die Spaltaktivität und -effizienz. Während eine Substitution 

mit kleinen Atomen wie Fluor in den Positionen 5 und 6 zur Steigerung der Bioverfügbarkeit 

und Löslichkeit des Komplexes Cu(37)2 beispielsweise kaum Auswirkung auf die 

DNA-Bindung hat, rufen Veränderungen in den Positionen 3, 4, 7 und 8 eine starke 

Abschwächung der DNA-Spaltaktivität aufgrund der geringeren Bindungsaffinität zur 

kleinen Furche hervor (Abbildung 3.70).[276,277] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.70: Nummerierung für den Liganden 37. 

 

Die größte Auswirkung zeigt jedoch die Substitution in den Positionen 2 und 9. Aus der 

Literatur ist z.B. bekannt, dass der CuI-Komplex des 2,9-Dimethylderivats des 

Phenanthrolins (43, Neocuproin) zwar an die DNA binden kann, jedoch keinerlei 

DNA-Spaltung zeigt.[278–280] Grund für die fehlende Aktivität ist dabei die Sterik der 

Komplexe. Bei der Reoxidation des CuI-Zentrums im tetraedrischen CuI(43)2-Komplex zum 

CuII-Komplex blockieren die Methylgruppen die Ausbildung einer planaren 

Koordinationsumgebung (Schema 3.43). Dies führt insgesamt zu einer hohen 

Stabilisierung der Oxidationsstufe +I und einer hohen Affinität zu CuI-Ionen, wodurch es 

möglich ist, mittels Neocuproin die DNA-Spaltung anderer Kupferkomplexe zu inhibieren 

(vgl. Abschnitt 3.1.3.4).[37,175,278–280] 
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SCHEMA 3.43: Sterische Situation während der Reoxidation von CuI(43)2.[37,175,278–280] 

 

Um zu überprüfen, inwiefern diese Eigenschaft des Neocuproins (43) allgemeingültig ist 

und auch auf andere 2,9-disubstituierte Phenanthroline zutrifft, wurden im Rahmen dieser 

Arbeit verschiedene Derivate und deren Kupfer(II)-Komplexe synthetisiert und hinsichtlich 

ihrer DNA-Bindung und ihrer DNA-Spaltaktivität untersucht. 
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3.2.2. Liganden- und Komplexsynthese 

3.2.2.1. Synthese der 2,9-disubstituierten Phenanthrolinderivate 

Ausgehend von Neocuproin (43) wurden insgesamt sechs 2,9-difunktionalisierte 

Phenanthrolinderivate synthetisiert. Das Schema 3.44 gibt einen Überblick der 

Syntheserouten.[281,282] 

 
 

SCHEMA 3.44: Übersicht der synthetisierten 2,9-disubstituierten Phenanthroline 44 – 49.[281,282] 

 

Mit Ausnahme der Liganden 46 und 48 wurden alle Verbindungen nach einer Vorschrift 

von JAMES A. REISS dargestellt.[281] Zunächst wurde das Dicarboxaldehyd 44 durch selektive 

Oxidation von 43 mittels Selendioxid synthetisiert (Schema 3.45). 

 

 
 

SCHEMA 3.45: Oxidation von Neocuproin (43) zum Dicarboxaldehyd 44.[281] 
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Die im Vergleich zur Literaturausbeute von 70 % hier recht geringe Ausbeute von 47 % ist 

vor allem darauf zurückzuführen, dass das Produkt 44 entgegen der Literatur häufig 

umkristallisiert werden musste.[281] Da die Oxidation der Methylgruppen mit SeO2 nur bis 

zu einem gewissen Grad selektiv verläuft, entstehen als Nebenprodukte auch höhere 

Oxidationsprodukte des Phenanthrolins wie die 2-Mono- und 2,9-Dicarbonsäure. Des 

Weiteren ist häufiges Umkristallisieren zur Entfernung überschüssigen Selens, das während 

der Reaktion gebildet wird, notwendig.[283] 

Die gezielte Oxidation zur 2,9-Dicarbonsäure 45 erfolgte hingegen durch Umsetzung  

von 44 mit 65 %iger Salpetersäure (Schema 3.46). 

 

 
 

SCHEMA 3.46: Oxidation von 44 zur Carbonsäure 45 mittels Salpetersäure.[281] 

 

Nach der Umkristallisation von 45 aus Methanol konnte überraschenderweise der 

Monomethylester 46 erhalten werden, sodass nachfolgende Aufreinigungsschritte für die 

Säure 45 vorwiegend durch Umkristallisation aus Acetonitril vorgenommen werden 

mussten (Schema 3.47). 

 

 
 

SCHEMA 3.47: Veresterung der Carbonsäure 45 zum Monomethylester 46. 

 

Die Veresterung der Carbonsäure 45 findet vermutlich aufgrund der Kombination 

vorhandener Spuren von Selen bzw. Selendioxid aus der Oxidation von 43 zum 
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Carboxaldehyd 44 und Spuren von Salpetersäure aus der nachfolgenden Oxidation statt. 

Eine gezielte Reaktion unter ähnlichen Bedingungen ist auch aus der Literatur bekannt. 

GUANGYI WANG und DONALD E. BERGSTROM beschreiben beispielsweise die Umsetzung von 

Neocuproin (43) in Methanol unter Zugabe von Selendioxid und Schwefelsäure zum 

Mono- bzw. Diester.[284] Hierdurch zeigt sich, dass das bloße Umkristallisieren von 44 zur 

Entfernung sämtlicher Selen-/Selendioxidspuren nicht ausreichend ist. Inwiefern dies 

durch eine Koordination des Selens durch den Liganden 44 bedingt ist, kann nicht gesagt 

werden, da bisher keine Koordinationsverbindungen von Selen und Phenanthrolin 

beschrieben wurden. Dass es jedoch durchaus möglich ist, zeigt die Existenz von 

Phenanthrolinverbindungen des Tellurs, dem größeren Homologen des Selens.[285–287] 

Ausgehend vom Dialdehyd 44 wurde durch Reduktion der Aldehydgruppen mittels 

Natriumborhydrid auch der Alkohol 47 dargestellt, der wiederum mit 

Bromwasserstoffsäure in einer nucleophilen Substitution (SN2-Reaktion) zum 

entsprechenden 2,9-Bis(brommethyl)-1,10-phenanthrolin (48) umgesetzt werden kann 

(Schema 3.48).[281,282] 

 

 
 

SCHEMA 3.48: Reduktion von 44 zum Alkohol 47 mit anschließender Substitution zum Bromid 48.[281,282] 

 

Neben dem Bromid 48 kann aus Neocuproin (43) in einer direkten Bromierung auch das 

2,9-Bis(tribrommethyl)-Derivat 49 dargestellt werden (Schema 3.49).[281] 

 

 
 

SCHEMA 3.49: Bromierung von Neocuproin (43).[281] 
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3.2.2.2. Synthese der Kupfer(II)-Komplexe 

Für die Untersuchung der biologischen Aktivität von 2,9-disubstitiuerten Phenanthrolinen 

sollten von den Liganden 43 - 49 Kupfer(II)-Komplexe mit einem Ligand : CuII-Verhältnis 

von 2 : 1 synthetisiert und charakterisiert werden. Die Synthese des Komplexes des 

Neocuproins (43) erfolgte durch Umsetzung des Liganden mit Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat in 

Methanol (Schema 3.50). Analog dazu wurde als Vergleichsverbindung der Komplex des 

Phenanthrolins (37) dargestellt (vgl. Schema 3.33). Aufgrund der geringen Löslichkeit der 

Komplexe in Methanol fallen beide Verbindungen während der Synthese aus und 

konnten so in hoher Reinheit erhalten werden.[211] 
 

 
 

SCHEMA 3.50: Komplexierung von Kupfer(II)-Ionen mit Neocuproin (43).[211] 

 

Mittels Diffusion von Ether in methanolische Lösungen der Komplexe Cu(37)2 und Cu(43)2 

(bzw. Cu(43)2(ClO4)2, vgl. Schema 3.51) konnten jeweils Kristalle zur Strukturbestimmung 

durch Röntgenbeugung erhalten werden (Abbildung 3.71 und Abbildung 3.72,  

Tabelle 3.15 und Tabelle 3.16 und Anhang).[89,129–131] 

 

 

 

ABBILDUNG 3.71: Olex2-Darstellung der 

Molekülstruktur des Komplexes Cu(37)2 im 

Kristall.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide 

bei 50 % Wahrscheinlichkeit, Lösungsmittel und ein Nitrat-

Anion wurden zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

 ABBILDUNG 3.72: Olex2-Darstellung der 

Molekülstruktur des Komplexes Cu(43)2 im 

Kristall.8,[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide 

bei 50 % Wahrscheinlichkeit, ein Nitrat-Anion wurde 

zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

                                                 
8 Die Lösungsmittelmoleküle (3 MeOH) wurden zugunsten der Qualität der Struktur mittels Lösungsmittelmaske entfernt.[132] 
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TABELLE 3.15: Kristallographische Daten für die Komplexe Cu(37)2, Cu(43)2 und Cu(43)2(ClO4)2. 

Parameter Cu(37)2 Cu(43)2 Cu(43)2(ClO4)2 

Empirical formula C24H16CuN6O6 • CH3OH C28H24CuN6O6 C28H24Cl2CuN4O8(CH3OH) 

Crystal system triclinic triclinic monoclinic 

Space group P-1 P-1 P21/c 

a [Å] 7.4126(5) 8.0718(4) 13.8534(7) 

b [Å] 10.9712(8) 12.9150(6) 12.6895(5) 

c [Å] 15.4847(12) 16.2136(8) 16.9638(8) 

α [°] 99.045(4) 100.958(2) 90 

β [°] 103.776(3) 99.769(2) 100.608(2) 

γ [°] 102.335(3) 106.621(2) 90 

V [Å3] 1165.75(15) 1544.32(13) 2931.1(2) 

Z 2 2 4 

ρcalc [g cm-3] 1.652 1.299 1.611 

µ (MoKα) [mm-1] 0.999 0.755 0.990 

F(000) 594 622 1463 

Crystal size [mm3] 0.25 x 0.05 x 0.03 0.29 x 0.23 x 0.11 0.60 x 0.23 x 0.18 

2θ range 5.256 – 52.86 4.8 – 53.03 4.38 – 53.02 

Index range -9 ≤ h ≤ 9, -13 ≤ k ≤ 13, -19 ≤ l ≤ 19 -10 ≤ h ≤ 10, -16 ≤ k ≤ 16, -20 ≤ l ≤ 20 -17 ≤ h ≤ 17, -15 ≤ k ≤ 15, -21 ≤ l ≤ 21 

Collected / unique reflections 48827 / 4801 34386 / 6400 49773 / 6070 

Data / restraints / parameters 4801 / 0 / 354 6400 / 0 / 374 6070 / 3 / 413 

Goodness-of-fit on F2 1.051 1.081 1.067 

R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0271, wR2 = 0.0627 R1 = 0.0313, wR2 = 0.0783 R1 = 0.0432, wR2 = 0.1145 

R indices [all data] R1 = 0.0344, wR2 = 0.0660 R1 = 0.0364, wR2 = 0.0810 R1 = 0.0620, wR2 = 0.12141 

Largest diff. peak / hole [e Å-3] 0.32 / -0.41 0.41 / -0.39 1.32 / -0.64 
 

 

TABELLE 3.16: Ausgewählte Bindungslängen und -winkel von Cu(37)2, Cu(43)2 und Cu(43)2(ClO4)2. 

Bindungslänge [Å] Cu(37)2 Cu(43)2 Cu(43)2(ClO4)2 

Cu1-N1 1.9801(15) 2.1050(15) 1.996(2) 

Cu1-N2 2.0435(15) 2.0035(15) 2.082(2) 

Cu1-N3 1.9873(15) 2.1395(14) 1.984(2) 

Cu1-N4 2.0883(15) 2.0030(15) 2.141(2) 

Cu1-O1 2.1550(13) 2.0486(13) 2.115(2) 

Cu1-O3 2.7637(15) 3.0099(14) - 

C-C-Bindungen 1.358(3) – 1.437(3) 1.353(3) - 1.436(3) 1.345(5) - 1.437(4) 

C1-C26 / C10-C25 / C19-C27 / C22-C28 - 1.490(2) – 1.493(3) 1.487(4) – 1.501(4) 

Bindungswinkel [°]    

N1-Cu1-N3 175.58(6) 107.01(5) 166.91(10) 

N1-Cu1-N2 82.21(6) 81.95(6) 81.90(10) 

N1-Cu1-N4 99.60(6) 104.60(6) 108.56(10) 

N1-Cu1-O1 86.81(6) 132.44(5) 82.52(9) 

N2-Cu1-N3 100.22(6) 103.35(6) 101.57(1) 

N2-Cu1-N4 131.82(6) 171.03(6) 116.20(9) 

N2-Cu1-O1 134.51(5) 88.39(6) 127.22(9) 

N3-Cu1-N4 81.57(6) 80.81(6) 81.43(10) 

N3-Cu1-O1 88.87(6) 120.53(5) 85.42(9) 

N4-Cu1-O1 93.48(5) 82.67(5) 116.58(9) 

O1-Cu1-O3 50.61(4) 46.67(4) - 
 

 

Cu(37)2 und Cu(43)2 kristallisieren in der triklinen Raumgruppe P-1, wobei sich jeweils zwei 

asymmetrische Einheiten (ASU) in der primitiven Einheitszelle befinden.  
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Obwohl Kupfer(II)-Ionen eine quadratisch-planare Koordinationsumgebung bevorzugen, 

wird das Metallzentrum in beiden Komplexen verzerrt trigonal-bipyramidal von den 

Liganden koordiniert. Die äquatoriale Ebene wird dabei durch je ein Stickstoffatom 

beider Phenanthrolinliganden sowie durch ein Sauerstoffatom des Nitrats gebildet. Die 

übrigen Stickstoffatome der Phenanthroline besetzen entsprechend die axialen 

Positionen, wobei die Bipyramide aufgrund des Jahn-Teller-Effektes zur Verringerung der 

Entartung entlang dieser Achse leicht gestaucht wird (Abbildung 3.73).[288,289] Im 

Unterschied zum Komplex Cu(43)2 lässt die Bindungslänge Cu1-O3 und der 

Bindungswinkel O1-Cu1-O3 im Komplex Cu(37)2 zusätzlich eine schwache 

Wechselwirkung eines zweiten Sauerstoffatoms mit dem Metall vermuten (Abbildung 3.71 

und Tabelle 3.16).[290,291] 

 

     
 

ABBILDUNG 3.73: Olex2-Darstellung der Koordinationspolyeder der Kupfer(II)-Zentren  

der Komplexe Cu(37)2 (A) und Cu(43)2 (B).[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit, Lösungsmittel , Nitrat-Anionen der 

äußeren Koordinationssphären und Wasserstoffe wurden zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

 

Die bipyramidale Koordination ergibt sich hierbei aus der sterischen Hinderung der 

Substituten in den Positionen 2 und 9, wobei bereits die im Vergleich zu den 

Methylgruppen des Komplexes Cu(43)2 kleinen Wasserstoffatome in Cu(37)2 eine 

quadratisch-planare Koordination verhindern. Die Torsionswinkel zwischen den Ebenen, 

die jeweils durch die aromatischen Liganden aufgespannt werden, betragen daher 

etwa 47.8° für Cu(37)2 bzw. 70.5° für Cu(43)2. Aus der Literatur sind zwar auch Kupfer(II)-

Komplexe des Phenanthrolins und Neocuproins bekannt, die im Festkörper eine 

annähernd quadratisch-pyramidale Koordination einnehmen[290,292], jedoch entsprechen 

A B 
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die hier gefundenen Längen und Winkel für die Cu-N-, Cu-O-, C-N- und C-C-Bindungen 

den üblichen Beobachtungen für fünffach koordinierte Kupfer(II)-Ionen in vergleichbaren 

Komplexen.[291,293–296] Die grundlegende Koordinationsumgebung des Komplexes Cu(43)2 

konnte auch dadurch nicht verändert werden, dass bei der Synthese anstatt des stark 

koordinierenden Nitrat-Anions das schwach koordinierende Perchlorat verwendet wurde, 

da die fünfte Koordinationsstelle am Kupfer(II)-Zentrum in diesem Fall durch ein 

Lösungsmittelmolekül besetzt wird (Schema 3.51 und Abbildung 3.74 und Anhang). 

 

 
 

SCHEMA 3.51: Komplexierung von Kupfer(II)-perchlorat mit Neocuproin (43). 

 

Bedingt durch die Koordination eines Methanols in einer der äquatorialen Positionen des 

Metallzentrums kommt es im Komplex Cu(43)2(ClO4)2 im Vergleich mit Cu(43)2 zu einer 

stärkeren Verzerrung der axialen Achse, wohingegen die Bindungswinkel in der 

äquatorialen Ebene sich mehr den idealen Winkeln von 120° annähern (Tabelle 3.16). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.74: Olex2-Darstellung der Molekülstruktur des Komplexes Cu(43)2(ClO4)2.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit,  

die Perchlorat-Anionen wurden zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt)  
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Innerhalb des Kristalls ordnen sich bei allen Komplexen die Moleküle so an, dass es zur 

Ausbildung von 𝜋 − 𝜋 -Stapelwechselwirkungen zwischen den Phenanthrolinliganden 

kommt (Abbildung 3.75).  

 
 

 
 

 
 

ABBILDUNG 3.75: Olex2-Darstellung der Wechselwirkungen in den Kristallen der Komplexe (a) Cu(37)2, 

(b) Cu(43)2 und (c) Cu(43)2(ClO4)2.[89,129–131] 

(--- 𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen) 

(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit ,  

Lösungsmittel und Anionen wurden zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

(a) 

(b) 

(c) 
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Im Vergleich zu den Kupfer(II)-Komplexen wird im Komplex Ni(37)2 das Nickel(II)-Zentrum 

durch die Phenanthroline oktaedrisch koordiniert, wobei die freien Koordinationsstellen 

durch ein Nitrat und ein Lösungsmittelmolekül besetzt werden (vgl. Schema 3.34 zur 

Synthese des Komplexes) (Abbildung 3.76, Abbildung 3.77 und Anhang). 
 

 

 

 TABELLE 3.17: Kristallographische Daten für Ni(37)2. 

Parameter Ni(37)2 

Empirical formula C24H16N6NiO6(CH3OH) 

Crystal system triclinic 

Space group P-1 

a [Å] 7.9633(6) 

b [Å] 8.5990(6) 

c [Å] 17.4581(12) 

α [°] 98.204(3) 

β [°] 99.075(3) 

γ [°] 98.360(3) 

V [Å3] 1151.05(14) 

Z 2 

ρcalc [g cm-3] 1.660 

µ (MoKα) [mm-1] 0.906 

F(000) 592 

Crystal size [mm3] 0.25 x 0.20 x 0.16 

2θ range 4.796 – 52.864 

Index range -9 ≤ h ≤ 9, -10 ≤ k ≤ 10, -21 ≤ l ≤ 21 

Collected / unique reflections 36399 / 4735 

Data / restraints / parameters 4735 / 3 / 356 

Goodness-of-fit on F2 1.058 

R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0248, wR2 = 0.603 

R indices [all data] R1 = 0.0270, wR2 = 0.0615 

Largest diff. peak / hole [e Å-3] 0.37 / -0.43 

 

TABELLE 3.18: Ausgewählte Bindungslängen und  

-winkel im Komplex Ni(37)2. 

Bindungslänge [Å] Ni(37)2 

Ni1-N1 / Ni1-O2 2.1009(12) / 2.1023(11) 

Ni1-N2 / Ni1-N4 2.0689(12) / 2.0718(13) 

Ni1-N3 / Ni1-O1 2.0811(13) / 2.0899(11) 

Bindungswinkel [°]  

N1-Ni1-O1 95.41(5) 

N1-Ni1-O2 85.59(4) 

N1-Ni1-N2 79.66(5) 

N1-Ni1-N3 174.93(5) 

N1-Ni1-N4 95.66(5) 

N2-Ni1-O1 172.93(5) 

N2-Ni1-O2 88.73(4) 

N2-Ni1-N3 97.47(5) 

N2-Ni1-N4 96.41(5) 

N3-Ni1-O1 87.81(5) 

N3-Ni1-O2 98.57(5) 

N3-Ni1-N4 80.45(5) 

N4-Ni1-O1 89.09(5) 

N4-Ni1-O2 174.85(4) 

O1-Ni1-O2 85.82(4) 
 

 

ABBILDUNG 3.76: Olex2-Darstellung der 

Molekülstruktur des Komplexes Ni(37)2.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide 

bei 50 % Wahrscheinlichkeit, ein Nitrat-Anion wurde 

zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

 

 

 

 

 

 

 
 

 

 

ABBILDUNG 3.77: Olex2-Darstellung des 

Koordinationspolyeders des Komplexes 

Ni(37)2.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide 

bei 50 % Wahrscheinlichkeit, ein Nitrat-Anion und die 

Wasserstoffatome wurden zugunsten der Übersichtlichkeit 

entfernt) 
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Im Gegensatz zu den Kupfer(II)-Komplexen zeigt die Tabelle 3.18, dass die oktaedrische 

Koordinationsumgebung des Nickel(II)-Zentrums nur leicht verzerrt ist. Da es sich bei 

Nickel(II) um ein d8-Ion handelt und das Oktaeder in keiner der drei vierzähligen Achsen 

eine Streckung bzw. Stauchung erfährt, ist die Verzerrung keine Ursache des Jahn-Teller-

Effektes, sondern vielmehr des Phenanthrolingerüsts, d.h. der starren Stickstoff-Stickstoff-

Abstände innerhalb eines Liganden von jeweils etwa 2.7 Å.[288,289] Dies zeigt sich auch 

daran, dass die größte Abweichung vom idealen Oktaederwinkel von 90° bei den 

Winkeln zwischen N1-Ni1-N2 (ca. 79.7°) und N3-Ni1-N4 (ca. 80.5°) auftreten. 

 

Während die Synthese der Komplexe Cu(37)2 und Cu(43)2 recht einfach durchführbar 

und mit guten Ausbeuten verbunden war, mussten für die Komplexe der Liganden  

44 - 47 verschiedene Methoden getestet werden, wobei im Rahmen dieser Arbeit nur die 

erfolgreichen Synthesen vorgestellt sein sollen.  

Kupfer(II)-Komplexe des Dialdehyds 44 konnten durch Umsetzung des Liganden in 

Methanol bzw. Tetrahydrofuran (THF) mit anschließendem langsamem Verdampfen der 

Lösungsmittel erhalten werden (Schema 3.52). 
 

 
 

SCHEMA 3.52: Komplexierung von Kupfer(II)-Ionen mit dem Dialdehyd 44. 

 

Die Analyse des Komplexes Cu(44)2 mittels IR-Spektroskopie deutet darauf hin, dass das 

Kupfer(II)-Ion sowohl durch die Stickstoffatome der Phenanthrolinliganden als auch durch 

die Carbonylgruppen koordiniert wird, da sich die Streckschwingung der C=O-Bindung 

des freien Liganden bei 1701 cm-1 durch die Komplexierung zu einer niedrigeren 

Wellenzahl von 1607 cm-1 verschiebt. Die zusätzliche Koordination eines Nitrats kann nicht 

ausgeschlossen werden. 
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Bei der Komplexierung von CuII-Ionen durch die Carbonsäure 45 bzw. den 

Monomethylester 46 wird das Metallzentrum ebenso zusätzlich durch zwei 

Sauerstoffatome der Liganden koordiniert (Schema 3.53). 

 

 
 

SCHEMA 3.53: Komplexierung von Kupfer(II)-Ionen durch die Carbonsäure 45 und den Ester 46. 

 

Die sechsfache Koordination des Kupfer(II)-Ions konnte sowohl über ESI-MS als auch durch 

CHN-Analysen bestätigt werden. Zusätzlich konnte vom Komplex Cu(46)2 eine 

Molekülstruktur im Kristall erhalten werden (Abbildung 3.78, Tabelle 3.19 und Anhang). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.78: Olex2-Darstellung der Molekülstruktur und der ASU des Komplexes Cu(46)2.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit)  
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TABELLE 3.19: Kristallographische Daten sowie ausgewählte Bindungslängen und -winkel für Cu(46)2. 

Parameter Cu(46)2  Bindungslänge [Å] Cu(46)2 

Empirical formula C30H18CuN4O8 • 2 H2O  N1(N1‘)-Cu1   2.3481(12) 

Crystal system monoclinic  N2(N2’)-Cu1  1.9377(12) 

Space group I2/a  O3(O3’)-Cu1  2.1329(12) 

a [Å] 15.495(3)  C1-C14 1.500(2) 

b [Å] 9.4183(19)  C10-C1 1.519(2) 

c [Å] 19.159(6)  C13-O3 1.2590(18) 

α [°] 90  C13-O4 1.240(2) 

β [°] 92.117(4)  C14-O1 1.3300(19) 

γ [°] 90  C14-O2 1.2023(19) 

V [Å3] 2794.2(11)  C15-O1 1.452(2) 

Z 4  O4••••••HO5 / O4••••••HC2 1.915(2) / 2.438(2) 

ρcalc [g cm-3] 1.574  Bindungswinkel [°]  

µ (MoKα) [mm-1] 0.851  N1-Cu1-N1‘ 97.68(6) 

F(000) 1356  N1(N1‘)-Cu1-N2(N2‘) 76.70(5) 

Crystal size [mm3] 0.27 x 0.20 x 0.12  N1(N1‘)-Cu1-N2‘(N2) 110.02(5) 

2θ range 4.254 – 61.15  N1(N1’)-Cu1-O3(O3’) 155.23(4) 

Index range -20 ≤ h ≤ 22, -13 ≤ k ≤ 13, -24 ≤ l ≤ 27  N1(N1’)-Cu1-O3’(O3) 87.18(5) 

Collected / unique reflections 24875 / 4211  N2-Cu1-N2’ 170.22(7) 

Data / restraints / parameters 4211 / 0 / 208  N2(N2’)-Cu1-O3(O3’) 78.82(5) 

Goodness-of-fit on F2 1.076  N2(N2’)-Cu1-O3’(O3) 94.74(5) 

R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0334, wR2 = 0.0855  O3-Cu1-O3’ 98.54(7) 

R indices [all data] R1 = 0.0408, wR2 = 0.0911  O1-C14-O2 124.87(15) 

Largest diff. peak / hole [e Å-3] 0.47 / -0.22  O3-C13-O4 126.32(14) 

 

Bedingt durch die Koordination der deprotonierten Carboxylgruppen wird das Kupfer(II)-

Ion von den Phenanthrolinliganden asymmetrisch gebunden, sodass die N1-Cu1-

Bindung mit ca. 2.35 Å wesentlich länger ist als die N2-Cu1-Bindung mit etwa 1.94 Å. Dies 

hat ebenfalls zur Folge, dass die Winkel im Oktaeder deutlich vom idealen Winkel von 90° 

abweichen. Die Deprotonierung und Koordination führen außerdem zu einer 

Veränderung der C-O-Bindungslängen. Während die Sauerstoffatome der Estergruppe 

die typische Bindungslänge für C=O-Doppelbindungen von etwa 1.20 Å bzw. eine 

längere C-O-Einfachbindung mit ca. 1.33 Å aufweisen, gleichen sich die Bindungslängen 

der koordinierenden Carbonsäure mit 1.24 Å bzw. 1.26 Å einander an (Tabelle 3.19).  

Durch Ausbildung von Wasserstoffbrückenbindungen zwischen dem Kristallwasser und 

dem Sauerstoffatom O4 bzw. dem C2-Wasserstoffatom bilden die Komplexmoleküle 

innerhalb des Kristalls ein dreidimensionales Netzwerk aus. Dabei werden jeweils zwei 

Komplexmoleküle durch Ausbildung von vier Wasserstoffbrückenbindungen von zwei 

Wassermolekülen vernetzt. Die Bildung einer weiteren, schwächeren Wasserstoffbrücke 

ausgehend vom O5-Atom im Wassermolekül führt zur Verbrückung eines zusätzlichen 

Komplexmoleküls über das C2-Wasserstoffatom (Abbildung 3.79A). Darüber hinaus 
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kommt es zu 𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen zwischen den Phenanthrolinringen C4-C5-

C6-C7-C11-C12 und C7-C8-C9-C10-N2-C11 mit einem Centroid-Centroid-Abstand von 

etwa 3.94 Å und einer Verschiebung von etwa 1.13 Å (Abbildung 3.79B). 

 

 
 

 
 

ABBILDUNG 3.79: Olex2-Darstellung der Wechselwirkungen von Cu(46)2-Komplexmolekülen.[89,129–131] 
A: Wasserstoffbrückenbindungen (---) zwischen den Komplexmolekülen. 

B: 𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen (---) zwischen den Phenanthrolinliganden. 

(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit) 

A 

B 
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Die oktaedrische Koordination des Metallzentrums findet sich auch bei der 

Komplexierung mit dem Alkohol 47 wieder (Schema 3.54). Aus der CHN-Analyse und der 

Strukturbestimmung mittels Röntgenbeugung zeigt sich jedoch, dass im Gegensatz zum 

Komplex Cu(46)2 keine Deprotonierung der Hydroxygruppen stattfindet (Abbildung 3.80). 

 

 
 

SCHEMA 3.54: Komplexierung von Kupfer(II)-Ionen durch den Dialkohol 47. 

 

 
 

ABBILDUNG 3.80: Olex2-Darstellung der Molekülstruktur von Cu(47)2 im Kristall.9,[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit, 

Nitrat-Anionen wurden zugunsten der Übersichtlichkeit entfernt) 

 

Der Komplex Cu(47)2 kristallisiert in der Raumgruppe P-1, wobei die asymmetrische Einheit 

aus zwei Komplexmolekülen besteht. Bedingt durch die geringe Güte des Einkristalls ist 

die Auflösung der Molekülstruktur sehr schlecht (Tabelle 3.20), weshalb an dieser Stelle 

auf eine genaue Analyse von Bindungslängen und -winkeln verzichtet wird.  

                                                 
9 Die Lösungsmittelmoleküle (6 H2O) wurden zugunsten der Qualität der Struktur mittels Lösungsmittelmaske entfernt.[132] 
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TABELLE 3.20: Kristallographische Daten für den Komplex Cu(47)2. 

Parameter Cu(47)2 Parameter Cu(47)2 

Empirical formula C28H24CuN6O10 ρcalc [g cm-3] 1.485 

  Empirical formula (w/o mask) C28H24CuN6O10 • 3 H2O µ (MoKα) [mm-1] 0.798 

Crystal system triclinic F(000) 1372 

Space group P-1 Crystal size [mm3] 0.75 x 0.36 x 0.30 

a [Å] 13.471(4) 2θ range 2.726 – 55.2 

b [Å] 14.919(4) Index range -17 ≤ h ≤ 17, -15 ≤ k ≤ 19, -20 ≤ l ≤ 20 

c [Å] 16.145(5) Collected / unique reflections 22133 / 12970 

α [°] 99.387(5) Data / restraints / parameters 12970 / 12 / 827 

β [°] 109.027(6) Goodness-of-fit on F2 1.053 

γ [°] 95.413(6) R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0718, wR2 = 0.2096 

V [Å3] 2988.5(15) R indices [all data] R1 = 0.1016, wR2 = 0.2318 

Z 4 Largest diff. peak / hole [e Å-3] 1.79 / -0.76 

 

Unverkennbar ist jedoch, dass das Kupfer(II)-Ion durch die Bindung der Sauerstoffatome 

wie bereits im Komplex Cu(46)2 asymmetrisch koordiniert wird und dass die beiden 

Komplexmoleküle der ASU über Wasserstoffbrücken mit einem Nitrat-Gegenion verbrückt 

werden (Abbildung 3.80). Neben diesen Wasserstoffbrücken und einigen  

𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen ergibt sich im Kristall ein großes Netzwerk, dass erkennbar 

wird, wenn das Kristallwasser nicht mittels einer Lösungsmittelmaske zur Verbesserung der 

Strukturqualität entfernt wird (Abbildung 3.81). 

 
 

ABBILDUNG 3.81: Olex2-Ball-and-Stick-Darstellung der Wechselwirkungen von Cu(47)2.[89,129–131] 

(--- Wasserstoffbrückenbindungen, --- 𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen) 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, zugunsten der Übersichtlichkeit wurde die Ball-and-Stick-Darstellung gewählt) 
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Im Gegensatz zu den bisher beschriebenen Komplexierungen konnten für die bromierten 

Liganden 48 und 49 keine entsprechenden Kupfer(II)-Komplexe isoliert werden. Die 

Umsetzung des Brommethylderivats 48 mit verschiedenen Kupfer(II)-Salzen führt zwar in 

Lösung zur Bildung eines Kupfer(II)-Komplexes, was sich optisch leicht an der typischen 

grün-blauen Färbung von Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexen erkennen lässt, als Produkt 

wurde jedoch in allen Versuchen ausschließlich der gelb-braune Kupfer(I)-Komplex 

isoliert (Schema 3.55). 

 

 
 

SCHEMA 3.55: Komplexierung von Kupfer durch Brommethylphenanthrolin 48. 

 

Im Fall des Tribrommethylphenanthrolins 49 konnte weder der CuII- noch der CuI-Komplex 

dargestellt werden. Verschiedene Komplexierungsversuche zeigten, dass der sterische 

Anspruch der sechs Bromatome eines Liganden so groß ist, dass das Metallion von den 

Stickstoffatomen nicht gebunden werden kann. Da so selbst die Komplexierung durch 

nur einen Liganden ausgeschlossen ist, wurde stattdessen in den Versuchen jeweils nur 

der Ligand 49 zurückgewonnen (Schema 3.56). 

 

 
 

SCHEMA 3.56: Umsetzung von Kupfer(II)-Ionen mit Tribrommethylphenanthrolin 49. 
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3.2.3. Biologische Evaluation 

Die erfolgreich synthetisierten und charakterisierten Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexe 

Cu(44)2 bis Cu(47)2 sollten schließlich vergleichend mit den Komplexen Cu(37)2 und 

Cu(43)2 mithilfe verschiedener Methoden auf ihre Wechselwirkungen mit DNA sowie ihr 

Potential als künstliche Nucleasen untersucht werden. 

3.2.3.1. Spaltung von Plasmid-DNA 

Die Untersuchung der Nucleaseaktivität der 2,9-funktionalisierten Phenanthrolinkomplexe 

erfolgte analog zu den Versuchen der ATCUN-Peptide in Abschnitt 3.1.3.3. Dazu wurden 

die Komplexe zunächst in unterschiedlichen Konzentrationen mit der Plasmid-DNA 

pBR322 für eine Stunde bei 37 °C inkubiert (Abbildung 3.82). 
 

 
ABBILDUNG 3.82: Quantitative Auswertung der konzentrationsabhängigen DNA-Spaltaktivität der  

CuII-Komplexe von 37 und 43 – 47 bezüglich Plasmid-DNA pBR322.[102,107] 
(0.025 µg µL-1 DNA in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und Abwesenheit von 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h) 

 

Abbildung 3.82 zeigt allgemein, dass die Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexe bei 

Konzentrationen zwischen 5 und 20 µM ausschließlich in der Anwesenheit des 

Reduktionsmittels Ascorbinsäure in der Lage sind, Plasmid-DNA zu spalten (Spuren 1, 3, 5). 
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Dabei ist jedoch offensichtlich, dass der Grad der Spaltung zwischen den Komplexen 

stark variiert. Während der unsubstituierte Komplex Cu(37)2, wie erwartet, die mit Abstand 

höchste Aktivität aufweist, zeigt der Neocuproinkomplex Cu(43)2 aufgrund der bereits 

beschriebenen sterischen Hinderung der Methylgruppen eine deutlich schlechtere. Im 

Gegensatz zu Literaturergebnissen konnte aber festgestellt werden, dass zumindest eine 

geringe Spaltaktivität vorliegt, wobei selbst bei einer Konzentration von 20 µM lediglich 

etwa 49 % der DNA in die Form II überführt werden (Spur 5).[37,279] Im Gegensatz dazu wird 

die DNA von Cu(37)2 bei gleicher Konzentration vollständig in kleinste Fragmente 

geschnitten. Im Vergleich mit den übrigen Komplexen lässt sich feststellen, dass sowohl 

der Aldehydkomplex Cu(44)2 als auch der Alkoholkomplex Cu(47)2 die DNA bereits bei 

5 µM zumindest zu einem kleinen Teil in die Form III überführen (Spur 1, 3.5 % für Cu(44)2,  

0.6 % für Cu(47)2). Eine starke Zunahme der Spaltaktivität durch Erhöhung der 

Konzentration wie im Fall des Komplexes Cu(37)2 kann dabei allerdings nicht gefunden 

werden (vgl. Spuren 1, 3, 5 von Cu(37)2 mit Cu(44)2 und Cu(47)2). Der Komplex der 

Carbonsäure 45 und der des Monomethylesters 46 weisen wiederum eine 

Nucleaseaktivität vergleichbar mit der des Neocuproinkomplexes auf (vgl. Spuren 1, 3, 5 

von Cu(43)2 mit Cu(45)2 und Cu(46)2). Dass dieses Ergebnis nicht Ursache der 

Experimentdurchführung auf verschiedenen Gelen ist, lässt sich im direkten Vergleich 

aller Komplexe auf einem Gel in Abbildung 3.83 erkennen. Hierbei ergibt sich für eine 

Komplexkonzentration von 5 µM ein identisches Spaltergebnis zur Abbildung 3.82 (Spur 1). 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.83: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von 37 und 43 – 47 

in der Anwesenheit von Ascorbinsäure. 
(5 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 mit 0.25 mM Ascorbinsäure bei 37 °C für 1 h) 
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TABELLE 3.21: Vergleich der Struktur und Spaltaktivität der Kupfer(II)-Komplexe von 37 und 43 – 47. 
(+ höher/besser, = identisch/gleich) 

Komplex Struktur 
Substituenten  

in 2,9-Position 

Spaltaktivität  

im Vergleich zu Cu(43)2 

Cu(37)2 trigonal-bipyramidal H ++ 

Cu(43)2 trigonal-bipyramidal CH3  

Cu(44)2 oktaedrisch CHO + 

Cu(45)2 oktaedrisch COO- / COOH = 

Cu(46)2 oktaedrisch COO- / COOCH3 = 

Cu(47)2 oktaedrisch OH + 

 

Da das unterschiedliche Spaltverhalten nicht allein durch gelelektrophoretische 

Untersuchungen in der Abhängigkeit von Ascorbinsäure mit der Art der funktionellen 

Gruppen in den Positionen 2 und 9, der Komplexstruktur und -stabilität bzw. der Stärke der 

oktaedrischen Koordination korreliert werden kann (Tabelle 3.21), wurden weitere 

Untersuchungen angestellt. Zunächst sollte überprüft werden, ob die Spaltung der DNA 

auf einer möglichen Redoxreaktion der CuII-Zentren mit den 2,9-Substituenten beruht, d.h. 

ob eine Aktivierung der Komplexe in der Abwesenheit externer Reduktionsmittel möglich 

ist. Zusätzlich zu den Ergebnissen aus Abbildung 3.82 wurden die Komplexe daher auch 

bei einer Konzentration von 50 µM in der Abwesenheit von Ascorbinsäure inkubiert 

(Abbildung 3.84). 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.84: DNA-Spaltaktivität der Cu II-Komplexe von 37 und 43 – 47 ohne Aktivierungsreagenz. 
(50 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 
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Ohne Aktivierungsreagenz weist ausschließlich der Komplex Cu(37)2 eine deutliche 

Nucleaseaktivität auf (Spur 1); der Kupfer(II)-Komplex des Dialdehyds 44 immerhin noch 

eine minimale Aktivität (Spur 3, etwa 5 % Form II). Aufgrund der hohen Reaktivität von 

Aldehydgruppen ist eine Aktivierung des Komplexes durch Oxidation der 

Carbonylgruppen mittels Reduktion des Metallzentrums durchaus denkbar. Dem 

entgegen steht jedoch, dass – mit sehr wenigen Ausnahmen[222,223] – aus der Literatur 

bekannt ist, dass für die DNA-Spaltung mit CuII(phen)2-Systemen zwingend ein Oxidations- 

bzw. Reduktionsmittel erforderlich ist.[37,42,275] Wie bereits im Abschnitt 3.1.5.2 angedeutet, 

kann die Spaltung der DNA durch den Komplex Cu(37)2 auf eine Interaktion mit dem  

Tris-HCl-Puffer zurückgeführt werden. Dies lässt sich anhand der folgenden Experimente 

zeigen: Ein einfacher Test zur Überprüfung der hydrolytischen Spaltung ist der BNPP-Assay. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

BNPP-Assay 

Für die Untersuchung der hydrolytischen DNA-Spaltung durch 

natürliche Phosphodiesterasen und künstliche Nucleasen wurden 

bereits in den späten 1950er Jahren diverse chromogene 

Substrate durch Veresterung von z.B. Thymidin und Uridin 

synthetisiert.[297,298] Die einfachste chromogene Modellverbindung 

für das Phosphatrückgrat der DNA ist jedoch  

Bis(p-nitrophenyl)phosphat (BNPP). Dieses bietet dabei die 

Vorteile, dass es leicht spaltbar ist und dass das Hydrolyseprodukt 

p-Nitrophenol UV/Vis-spektroskopisch leicht nachweisbar ist, da 

die Freisetzung eine Absorptionsbande bei 𝜆𝑚𝑎𝑥  = 400 nm  

(𝜀 = 12 800 M-1 cm-1) erzeugt (Schema 3.57).[299,300] 

 

 
 

SCHEMA 3.57: Hydrolyse von BNPP zu p-Nitrophenol.[299] 
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Die UV/Vis-Spektren in Abbildung 3.85 nach der Inkubation der Komplexe mit BNPP zeigen 

keine Bande für das Spaltungsprodukt p-Nitrophenol (vgl. violette Kurve für die Spaltung 

durch die Phosphodiesterase I aus dem Gift der Texas-Klapperschlange), woraus 

geschlossen werden kann, dass keine hydrolytische Spaltung der Phosphatbindung 

stattfindet. 
 

 
 

ABBILDUNG 3.85: UV/Vis-Spektren von BNPP nach der Inkubation mit den Cu II-Komplexen  

der Liganden 37 und 43 – 47 im Vergleich mit einer Phosphodiesterase I. 
(100 µM Komplex bzw. 0.05 units mL-1 Phosphodiesterase I mit 50 µM BNPP in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 2 h) 

 

Um dennoch auszuschließen, dass die Spaltung der Plasmid-DNA dadurch begünstigt 

und erleichtert wird, dass das Plasmid in der supercoiled-Form eine starke intramolekulare 

Spannung aufweist, wurde ein Religationsexperiment durchgeführt. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

DNA-Religation 

Die Enzymklasse der Ligasen hat in der Natur und der Genetik eine 

große Bedeutung, da sie in Organismen DNA-Fragmente 

während der diskontinuierlichen Replikation verknüpft bzw.  

DNA- und RNA-Strangbrüche durch Bildung neuer 

Phosphodiesterbindungen repariert. In der Molekularbiologie 

macht man sich diese Katalyse der Veresterung bei der 
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Rekombination von genetischem Material zunutze. Häufig wird 

dafür die DNA-Ligase von T4-Phagen verwendet (T4-Ligase), da 

sie sehr schnell und äußerst variabel bezüglich der 

Reaktionsbedingungen einsetzbar ist.[301,302] Die DNA-Ligation 

erfolgt dabei in drei Schritten (Schema 3.58): Im ersten Schritt wird 

die Ligase mittels Adenosintriphosphat (ATP) als Kofaktor aktiviert 

(a). Das aktivierte Enzym reagiert dann mit dem 5‘-Phosphat des 

DNA-Strangbruchs, sodass ein aktivierter Phosphatester erhalten 

wird (b). Durch den abschließenden Angriff der 3‘-Hydroxygruppe 

wird die neue Phosphodiesterbindung gebildet und der 

Strangbruch geschlossen (c).[303] 
 

 
 

SCHEMA 3.58: Mechanismus der DNA-Ligation.[303] 
(innerhalb des aktiven Zentrums, außerhalb des aktiven Zentrums) 

(ATP = Adenosintriphosphat, AMP = Adenosinmonophosphat) 

 

Da eine Ligation von geschnittener DNA (= Religation) nur für den 

Fall der Spaltung des Phosphatrückgrats (hydrolytische Spaltung), 

nicht aber bei der oxidativen Spaltung möglich ist, kann die 

Religation eindeutige Hinweise zum Spaltmechanismus liefern. 
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Damit für die Religation eine ausreichende Menge DNA zur Verfügung steht, wurde 

insgesamt ein Mikrogramm Plasmid-DNA mit dem Komplex Cu(37)2 für fünf Stunden 

inkubiert. Zum Vergleich und zur gleichzeitigen Überprüfung des Experimentes wurde 

zusätzliche eine DNA-Probe mit dem Restriktionsenzym EcoRI behandelt. Dieses Enzym 

überführt die Plasmid-DNA durch einen hydrolytischen, sequenzspezifischen 

Doppelstrangschnitt vollständig in die lineare Form III (Abbildung 3.86). 

 

 
 

ABBILDUNG 3.86: Spaltung von Plasmid-DNA mit dem Komplex Cu(37)2 bzw. dem Enzym EcoRI. 
(100 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 5 h) 

(Spur 2: EcoRI-HF® RE-Mix®, New England Biolabs, 15 min, 37 °C) 

 

Nach der Extraktion der DNA der Formen II und III aus dem Gel wurden die Proben zur 

Religation mit T4-Ligase für 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Vor der 

gelelektrophoretischen Analyse wurde mithilfe der Phenol/Chloroform-Extraktion die 

Ligase wieder aus den Proben entfernt. 

 

 
 

ABBILDUNG 3.87: Religation der geschnittenen Plasmid-DNA von Cu(37)2 bzw. EcoRI. 
(Religation: Blunt/TA Ligase Master Mix, New England Biolabs, 15 min, RT) 

(Spur 5: 100 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 pBR322 in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 5 h) 

 

Das Agarose-Gel in Abbildung 3.87 zeigt, dass eine Religation der Form III-DNA, die durch 

das Restriktionsenzym erzeugt wurde, möglich ist (Spur 2). Das heißt, dass das Experiment 

unter den angegebenen Bedingungen funktioniert und dass die Ligase sowohl die Form II 
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als auch die Form I der DNA zurückbilden kann. Vergleicht man damit die Religation der 

DNA, die durch den Komplex Cu(37)2 geschnitten wurde, finden sich ausschließlich 

erneut die Banden für die zuvor isolierten Formen II und III (vgl. Spur 3 und 5). Damit kann 

eine hydrolytische Spaltung definitiv ausgeschlossen werden. Dass die Spaltung in 

Abwesenheit eines Reduktionsmittels tatsächlich vielmehr auf einer Wechselwirkung des 

Komplexes mit dem Tris-Puffer beruht, kann mittels eines einfachen Gelelektrophorese-

Experiments nochmals verdeutlicht werden (Abbildung 3.88). Inkubiert man den Komplex 

Cu(37)2 mit Plasmid-DNA anstatt im 50 mM Tris-Puffer in nur 10 mM konzentriertem Puffer, 

reduziert sich der Grad der Spaltung bereits deutlich (Spuren 2 und 3). Ebenso wird die 

Spaltung inhibiert, wenn statt des Tris- der MOPS-Puffer verwendet wird (Spuren 4 und 5). 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.88: DNA-Spaltaktivität von 50 µM Cu(37)2 in verschiedenen Puffersystemen. 
(0.025 µg µL-1 pBR322 in 50 mM / 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bzw. 50 mM / 10 mM MOPS-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 1 h) 

 

Erklärbar wird diese Beobachtung bei der Betrachtung der Assoziationskonstanten für 

CuII(phen)- und CuII-Tris-Komplexe (Tabelle 3.22). 

 

TABELLE 3.22: Assoziationskonstanten log 𝐾𝐴  für CuII-Phenanthrolin- und CuII-Tris-Komplexe bei 25 °C. 
(M = Metallzentrum, L = Ligand) 

Komplex Reaktion log 𝐾𝐴 

[CuII(phen)]2+ [212] MII + L ⇄ MIIL 9.10 

[CuII(phen)2]2+ [212] MIIL + L ⇄ MIIL2 6.75 

CuII-Tris[147] MII + L ⇄ MIIL + L ⇄ MIIL2 5.34 – 6.29 
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Bei einem CuII : Tris-Verhältnis von 0.05 mM : 50 mM beträgt die Assoziationskonstante des 

CuII-Tris-Komplexes etwa 5.34 – 6.29. Damit ist sie fast ebenso groß wie die Konstante für 

die Reaktion von [CuII(phen)]2+ + phen ⇄ [CuII(phen)2]2+. Bei der Inkubation der Proben 

für die DNA-Spaltung liegt demnach ein CuII-Phenanthrolin-Tris-Komplexgemisch 

unterschiedlicher Zusammensetzung vor. Die DNA-Spaltung sollte daher ein Effekt der 

Reaktion der Kupfer(II)-Ionen mit den Hydroxygruppen von Tris sein. Dass dieses Verhalten 

ausschließlich für das unsubstituierte Phenanthrolin gefunden wird, kann vermutlich 

darauf zurückgeführt werden, dass die 2,9-Substituenten das Redoxpotential des 

Metallzentrums verändern, wodurch eine „Selbstaktivierung“ des Kupfer(II)-Zentrums 

durch Tris nicht mehr möglich wird. Aber auch die Erhöhung der Bindungsstärke der 

Liganden an das Metallzentrum durch die oktaedrische Koordination in den Komplexen 

Cu(44)2 bis Cu(47)2 kann eine wichtige Rolle spielen. Nachdem mittels der 

vorangegangen Experimente ausgeschlossen werden konnte, dass das unterschiedliche 

Spaltverhalten der Komplexe durch Redoxreaktionen mit den Liganden verursacht wird, 

wurde die Wechselwirkung der Komplexe mit DNA mittels spektroskopischer Methoden 

genauer untersucht. Dabei wurde jeweils eine Pufferkonzentration von 10 mM gewählt, 

um die Störungen durch Tris zu minimieren. 

 

3.2.3.2. DNA-Wechselwirkungen 

Wie bereits in Abschnitt 3.1.5.2 gezeigt, ist die Messung von Schmelzkurven mittels UV/Vis-

Spektroskopie eine sehr einfache Methode, um die Stärke der Interkalation von 

Molekülen zwischen die Basenpaare linearer DNA qualitativ zu bestimmen. 
 

 
 

ABBILDUNG 3.89: CT-DNA-Schmelzkurven in der An- und Abwesenheit der Cu II-Phenanthrolinkomplexe. 
(50 µM CT-DNA, 3 µM CuI I-Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 50 - 95 °C (1 °C min-1)) 
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TABELLE 3.23: CT-DNA-Schmelzpunkte in der An- und Abwesenheit Cu II-Phenanthrolinkomplexe. 
(50 µM CT-DNA, 3 µM CuI I-Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 50 - 95 °C (1 °C min-1)) 

Komplex Substituenten 𝑇𝑚 [°C] 𝛥𝑇 [°C] 

CT-DNA - 71.0 - 

Cu(37)2 H 79.2 8.2 

Cu(43)2 CH3 73.4 2.4 

Cu(44)2 CHO 73.2 2.2 

Cu(45)2 COOH / COO- 70.8 -0.2 

Cu(46)2 COOCH3 / COO- 71.0 0.0 

Cu(47)2 OH 72.2 1.2 

 

Die Schmelzkurven in Abbildung 3.89 bzw. die Schmelzpunkte in Tabelle 3.23 zeigen, dass 

der Komplex Cu(37)2, der die höchste DNA-Spaltaktivität aufweist, auch den größten 

Einfluss auf den Schmelzpunkt der CT-DNA hat (Erhöhung um 8.2 °C). Dies bedeutet, dass 

der Komplex am stärksten interkaliert, wodurch das Metallzentrum in große räumliche 

Nähe zur DNA gebracht wird und die DNA-Spaltung effektiv verlaufen kann. Die übrigen 

Komplexe wechselwirken hingegen wesentlich schwächer mit der DNA (𝛥𝑇𝑚𝑎𝑥 = 2.4 °C 

für Cu(43)2) bzw. interkalieren gar nicht zwischen die Basen (Cu(45)2 und Cu(46)2). Dies 

hängt vor allem mit der veränderten Struktur der Komplexe zusammen. Bedingt durch 

den sterischen Anspruch der Substituenten in den Positionen 2 und 9 (vgl. besonders 

Cu(37)2 mit Cu(43)2 sowie Cu(45)2 und Cu(46)2) und der oktaedrischen Koordination des 

Metallzentrums (Cu(45)2 – Cu(47)2) verändert sich die Bindung der Komplexe an die DNA 

und führt zu einer geringeren Fähigkeit zur Interkalation. 

Die Abnahme der Bindungsstärke kann durch die Bestimmung der Bindungskonstanten 

zwischen DNA und Komplex mittels UV/Vis-Titrationen verdeutlicht werden. Über 

Fluoreszenztitrationen ist es zudem recht einfach möglich, die Bindungskonstanten 

anhand ihrer Größe den typischen Wechselwirkungen (Interkalation oder 

Furchenbindung) zuzuordnen. 
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THEORETISCHER HINTERGRUND: 

DNA-Bindungskonstanten 

Neben vielen Methoden wie NMR- und CD-Spektroskopie, 

Viskosimetrie oder Gelelektrophorese bieten vor allem 

Experimente, die auf Absorptions- oder Emissionsveränderungen 

beruhen, einen guten Ansatzpunkt zur Bestimmung von 

Wechselwirkungen zwischen DNA und Metallkomplexen. 

Bei der UV/Vis-Titration macht man sich zunutze, dass die 

ausgeprägten UV-Absorptionen von Metallkomplexen mit 

aromatischen Liganden bei der Bindung an DNA sowohl eine 

bathochrome (Rotverschiebung) als auch hypochrome 

(Absorptionsabnahme) Verschiebung erfahren (Abbildung 3.90). 

 
 

ABBILDUNG 3.90: Veränderungen in der Lage und Intensität  

von UV/Vis-Absorptionsbanden.[304] 

 

Ursache der Rotverschiebung ist dabei die elektronische 

Wechselwirkung des π-Systems der Nucleobasen mit den 

Liganden der Komplexe. Dies führt zu einer Verringerung der 

Energie zwischen HOMO und LUMO und damit zu einem 

bathochromen Effekt. Das heißt also, je ausgeprägter dieser Effekt 

ist, desto stärker interkaliert der Metallkomplex zwischen die DNA-

Basen.[305–307] Der hypochrome Effekt ergibt sich hingegen  

– umgekehrt zur Messung von DNA-Schmelzkurven – durch eine 

Verringerung der Lichtabsorption durch den Energiegewinn  
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bei der Ausbildung zusätzlicher Stapelwechselwirkungen mit den 

aromatischen Liganden.[220,304] Nach der Methode von  

DONALD M. CROTHERS kann die Hypochromie bei der Titration unter 

Zuhilfenahme der Extinktionskoeffizienten unter anderem dazu 

verwendet werden, die intrinsische Bindungskonstante 𝐾𝑖𝑛𝑡  des 

Metallkomplexes zu ermitteln.[304,308] Für die Bestimmung der 

Konstanten werden die Konzentrationen der DNA 𝑐(𝐷𝑁𝐴) und des 

untersuchten Komplexes 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥) sowie die Absorptionen 𝐴 für 

jede Einzelmessung benötigt, da sich 𝐾𝑖𝑛𝑡 nach Formel (F2-1) aus 

dem LAMBERT-BEERschen und dem Massenwirkungsgesetz ergibt:  

 

𝑐(𝐷𝑁𝐴)

Δ𝜀𝑎𝑓
=

1

Δ𝜀
∗

1

𝐾𝑖𝑛𝑡
+

1

Δ𝜀
∗ 𝑐(𝐷𝑁𝐴) 

mit ∆𝜀𝑎𝑓 vgl. (F2-4) und ∆𝜀 vgl. (F2-5) 

 

Dabei muss jedoch gelten, dass die Konzentration des Komplex-

DNA-Addukts, d.h. die Konzentration des gebundenen 

Komplexes in der Lösung, wesentlich kleiner ist als die 

Konzentration der freien DNA (
𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥−𝐷𝑁𝐴−𝐴𝑑𝑑𝑢𝑘𝑡)

𝑐(𝐷𝑁𝐴)
≈ 0). 

Die benötigten Extinktionskoeffizienten können dann nach den 

Formeln (F2-2) bis (F2-5) errechnet werden. 

 

𝜀𝑓 =
𝐴0

𝑐0(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)
 

Extinktionskoeffizient des Komplexes in der Abwesenheit von DNA  

(extinction coefficient of the free complex) 

 

𝜀𝑎 =
𝐴𝑥

𝑐𝑥(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)
 

Offensichtlicher Extinktionskoeffizient des Komplexes bei  

unterschiedlichen DNA-Konzentrationen 

(apparent extinction coefficient) 

 

Δ𝜀𝑎𝑓 = 𝜀𝑎 − 𝜀𝑓 

Unterschied zwischen freiem und offensichtlichem Extinktionskoeffizienten 

(F2-1) 

(F2-4) 

(F2-2) 

(F2-3) 
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Δ𝜀 = |𝜀𝑓 − 𝜀𝑏|  ⇔  𝜀𝑏 =
1

𝑚
+ 𝜀𝑓 

Unterschied zwischen gebundenem und freiem Extinktionskoeffizienten, 

wobei 𝜀𝑏 = Extinktionskoeffizient des vollständig gebundenen (fully bound) 

Komplexes und 𝑚 = Anstieg der Geraden (vgl. (F2-6))  

 

Mittels der Auftragung von 
𝑐(𝐷𝑁𝐴)

Δ𝜀𝑎𝑓
 über 𝑐(𝐷𝑁𝐴) erhält man nach 

Gleichung (F2-1) eine Gerade mit der Steigung 𝑚  und dem 

Ordinatenschnittpunkt 𝑛, wobei gilt: 

 

𝑚 =
1

Δε
                 𝑛 =

1

Δ𝜀
∗

1

𝐾𝑖𝑛𝑡
  

 

Über die Bestimmung von 𝑚 und 𝑛 durch einen linearen Fit der 

Messdaten ergibt sich die Bindungskonstante schließlich zu 

 

𝐾𝑖𝑛𝑡 =
𝑚

𝑛
 

 

Da es sich hierbei um ein stark vereinfachtes Modell zur 

Bestimmung von 𝐾𝑖𝑛𝑡  handelt, das für das lineare Fitting 

beispielsweise Parameter wie die Anzahl der Bindungsstellen 

vernachlässigt, eignet es sich vor allem für Komplexe, die eine 

hohe Bindungskonstante von > 104 M-1 aufweisen.[304,309] 

 

Die Bestimmung der Bindungskonstante über Fluoreszenz ist 

dagegen wesentlich genauer. Ein typisches Verfahren für die 

Bestimmung von 𝐾𝑎𝑝𝑝  (apparent) beruht auf der Veränderung 

der Fluoreszenz von Ethidiumbromid bei der Interkalation in die 

DNA (Verdrängungsassay) (vgl. Abschnitt 3.1.3.3).[152,153] Bei der 

Titration von ethidiumbromidgesättigter CT-DNA kann anhand 

der Abnahme der Fluoreszenzintensität aufgrund der 

Verdrängung des Interkalators durch die zu untersuchenden 

Komplexe bei statischer Fluoreszenzlöschung über die lineare 

(F2-5) 

(F2-6) 

(F2-7) 
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Stern-Volmer-Gleichung (F3-1) die Bindungskonstante bestimmt 

werden.[310–312] 

𝐼0

𝐼
= 1 + 𝐾𝑆𝑉 ∗ 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥) 

mit 𝐼0 = Intensität in der Abwesenheit des Quenchers, 𝐼 = Intensität in der 

Anwesenheit des Quenchers und KSV = Stern-Volmer-Konstante 

 

Über die Auftragung von 
𝐼0

𝐼
 über 

𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)

𝑐(𝐷𝑁𝐴)
 liefert der Anstieg der 

Geraden die Stern-Volmer-Konstante 𝐾𝑆𝑉. Mithilfe von 𝐾𝑆𝑉 und der 

Gleichung (F3-1) ergibt sich schließlich über den Zusammenhang 

 

𝐾𝐸𝑡𝐵𝑟 ∗ 𝑐(𝐸𝑡𝐵𝑟) = 𝐾𝑎𝑝𝑝 ∗ 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)50 

mit 𝐾𝐸𝑡𝐵𝑟 = Bindungskonstante von Ethidiumbromid ( = 107 M-1)[313] und  

𝑐(𝐸𝑡𝐵𝑟) = eingesetzte Konzentration von Ethidiumbromid 

 

die Bindungskonstante, wenn 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)50 die Konzentration des 

Quenchers ist, bei der genau 50 % der ursprünglichen 

Ethidumbromidfluoreszenz ausgelöscht sind. Für die Gleichung  

(F3-1) gilt dann entsprechend: 

 

2 = 1 + 𝐾𝑆𝑉 ∗ 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)50 ⟺
1

𝐾𝑆𝑉
= 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)50 

 

Die Art der DNA-Bindung kann mittels 𝐾𝑎𝑝𝑝  wie folgt eingeteilt 

werden (Tabelle 3.24):[314–317] 

TABELLE 3.24: Einteilung der DNA-Bindung mittels der Bindungskonstante.[314–317] 

𝐾𝑎𝑝𝑝 [M-1] Bindungsmodus 

> 106 Interkalation 

106 partielle Interkalation 

105-104 
Furchenbindung /  

elektrostatische Wechselwirkung 
 

 

(F3-1) 

(F3-2) 

(F3-3) 
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Entsprechend der theoretischen Einführung wurden für die Komplexe Cu(37)2 und 

Cu(43)2 bis Cu(47)2 die Bindungskonstanten für die Wechselwirkung mit CT-DNA sowohl 

über UV/Vis als auch über Fluoreszenz bestimmt. Abbildung 3.91 und Abbildung 3.92 

zeigen diese Bestimmung beispielhaft am Phenanthrolinkomplex Cu(37)2 (a) und am 

Neocuproinkomplex Cu(43)2 (b), wobei für die UV/Vis-Messung jeweils der 

 𝜋 − 𝜋∗ -Übergang zur Auswertung verwendet wurde, da sich der bathochrome und 

hypochrome Effekt an dieser starken Bande generell am besten nachvollziehen lassen. 

Die Tabelle 3.25 zeigt die Zusammenfassung der Ergebnisse für alle Komplexe.  

  
 

 
 

ABBILDUNG 3.91: UV/Vis-Spektren von Cu(37)2 (a) und Cu(43)2 (b) bei steigender CT-DNA-Konzentration  

zur Bestimmung der Bindungskonstanten Kint. 
(10 µM Komplex mit 0 – 20 eq CT-DNA in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4) 
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ABBILDUNG 3.92: Fluoreszenzspektren von Ethidiumbromid mit CT-DNA bei steigender Konzentration von 

Cu(37)2 (a) und Cu(43)2 (b) zur Bestimmung der Bindungskonstanten Kapp. 
(20 µM CT-DNA mit 5 µM Ethidiumbromid und 0 – 5 bzw. 6 eq Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4) 

 

TABELLE 3.25: Zusammenfassung der DNA-Bindungskonstanten für Cu(37)2 und Cu(43)2 bis Cu(47)2. 

Komplex 
UV/Vis Fluoreszenz 

𝐾𝑖𝑛𝑡  [M-1] 𝐾𝑆𝑉 𝑐(𝐾𝑜𝑚𝑝𝑙𝑒𝑥)50 [µM] 𝐾𝑎𝑝𝑝 [M-1] 

Cu(37)2 (1.34 ± 0.13) x 104 1.55 12.9 (3.87 ± 0.15) x 106 

Cu(43)2 (5.46 ± 1.15) x 103 0.32 62.0 (8.07 ± 0.12) x 105 

Cu(44)2 (7.89 ± 0.26) x 103 0.33 60.7 (8.24 ± 0.10) x 105 

Cu(45)2 (5.40 ± 0.35) x 102 0.04 518.9 (9.63 ± 0.18) x 104 

Cu(46)2 (9.26 ± 0.13) x 102 0.03 762.3 (6.55 ± 0.19) x 104 

Cu(47)2 (8.04 ± 1.50) x 103 0.22 90.8 (5.51 ± 0.16) x 105 
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Obwohl sich die Bindungskonstanten aufgrund der unterschiedlichen 

Bestimmungsmethoden in ihrer Größenordnung stark unterscheiden, ergibt sich in beiden 

Fällen der gleiche Trend für die Stärke der Bindung der Komplexe an die CT-DNA. Die 

Bindungskonstanten fallen dabei in der Reihenfolge 

 Cu(37)2 > Cu(43)2 ≈ Cu(44)2 ≈ Cu(47)2 > Cu(45)2 ≈ Cu(46)2, 

wobei für den Phenanthrolinkomplex Cu(37)2 gesagt werden kann, dass er zwar am 

stärksten zwischen die Basen der DNA interkaliert, die Größe der Bindungskonstante 

jedoch im Vergleich mit Literaturwerten zeigt, dass es sich nur um eine partielle 

Interkalation handelt.[318–321] Starke Interkalatoren wie beispielsweise Ethidiumbromid 

weisen dagegen wesentlich größere Bindungskonstanten auf (1.4 x 106 M-1 für UV/Vis[153] 

bzw. 1 x 107 M-1 für Fluoreszenz[313]). 

Im Gegensatz zu den Ergebnissen aus Abschnitt 3.1.5.2, wo keine Korrelation zwischen 

DNA-Spalteffizienz und DNA-Affinität gefunden wurde, lässt sich für die Komplexe der  

2,9-disubstituierten Phenanthroline beim Vergleich der Bindungsstärke mit der 

Spaltaktivität bezüglich Plasmid-DNA eindeutig feststellen, dass eine höhere Affinität zur 

DNA auch zu einer stärkeren Spaltaktivität führt. So weisen die Komplexe Cu(45)2 und 

Cu(46)2 mit Bindungskonstanten in der Größenordnung von 102 M-1 bzw. 104 M-1 die bei 

weitem kleinsten Konstanten auf und zeigen gleichzeitig auch die geringste DNA-

Spaltung. Mithilfe der Einteilung aus Tabelle 3.24 kann gesagt werden, dass die Änderung 

der Wechselwirkung mit DNA von partieller Interkalation zu Furchenbindung bzw. 

elektrostatischer Wechselwirkung mit einem Verlust der Nucleaseaktivität einhergeht. Die 

verringerte Interkalationsfähigkeit der Komplexe Cu(43)2 bis Cu(47)2 kann dabei 

allgemein sowohl auf den im Gegensatz zum Komplex Cu(37)2 größeren sterischen 

Anspruch der Liganden als auch auf die Struktur der Komplexe selbst zurückgeführt 

werden. Die sehr schwache Wechselwirkung der Komplexe Cu(45)2 und Cu(46)2 kann 

zusätzlich dadurch erklärt werden, dass es zu einer möglichen elektrostatischen 

Abstoßung zwischen den Carboxylatgruppen und dem Phosphatrückgrat der DNA 

kommt. Betrachtet man dazu noch die Fehlerwerte der UV/Vis-Bindungskonstanten, fällt 

auf, dass besonders die Werte für die Komplexe Cu(43)2 und Cu(47)2 verhältnismäßig 

große Fehler aufweisen. In den UV/Vis-Spektren der Komplexe zeigt sich, dass dies vor 

allem auf eine schnelle Reduktion der Kupfer(II)-Ionen zurückgeführt werden kann 

(Abbildung 3.93). Daraus ergibt sich aber gleichzeitig auch für die Komplexe Cu(44)2 bis 
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Cu(47)2, dass, obwohl alle eine oktaedrische Struktur aufweisen, die Koordination durch 

die 2,9-Substituenten unterschiedlich stark erfolgt. Je stärker das Kupfer(II)-Ion durch die 

Sauerstofffunktionalisierungen gebunden wird, d.h. je stabiler der Komplex ist, desto 

schwieriger bzw. langsamer ist die Reduktion zu Kupfer(I) und damit die Möglichkeit der 

Komplexe als Nuclease zu fungieren. 

 

  
 

ABBILDUNG 3.93: UV/Vis-Spektren der Komplexe Cu(37)2 und Cu(43)2 – Cu(47)2. 
(5 mM Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4) 

 

Unabhängig von der Bindungskonstante, die eine hohe Aussagekraft vor allem für stark 

interkalierende Komplexe besitzt, können mittels Circulardichroismus-Spektroskopie  

(CD-Spektroskopie) zusätzlich die Auswirkungen der Wechselwirkungen der Komplexe 

auf die dreidimensionale Struktur der DNA untersucht werden. 

 

THEORETISCHER HINTERGRUND: 

Circulardichroismus-Spektroskopie 

Die Dichroismus-Spektroskopie kann zur Charakterisierung von 

Molekülen genutzt werden, wobei die Eigenschaft einiger 

Moleküle und Materialien ausgenutzt wird, dass unterschiedlich 

polarisiertes Licht verschieden stark absorbiert wird (Dichroismus). 
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Der Circulardichroismus ist dabei eine spezielle Form dieser 

Eigenschaft, die es erlaubt, die Stereochemie chiraler Moleküle 

anhand ihres Absorptionsverhaltens gegenüber zirkular 

polarisiertem Licht aufzuklären, da im Gegensatz zu achiralen 

Verbindungen die Differenz aus der Absorption 𝛥𝐴  von 

rechtszirkular (𝐴𝑅) zu linkszirkular (𝐴𝐿) polarisiertem Licht ungleich 

null ist. Das Phänomen der Änderung des Circulardichroismus‘ tritt 

dabei nur in der Nähe der Absorptionsbanden chiraler Stoffe auf 

und wurde 1985 erstmals von AIMÉ COTTON beschrieben. Dieser 

sogenannte Cotton-Effekt führt in der Absorptionsregion zur 

Änderung der Magnitude der optischen Drehung. Am 

Absorptionsmaximum überquert sie schließlich den Nullwert und 

variiert anschließend in umgekehrter Richtung erneut mit der 

Wellenlänge. Daraus ergeben sich in einem CD-Spektrum sowohl 

positive als auch negative Banden (Abbildung 3.94).[322,323] 

 

 
 

ABBILDUNG 3.94: Schematisches CD-Spektrum.[322,323] 

 

Die Größe des Circulardichroismus‘ kann über das LAMBERT-

BEERsche-Gesetz nach der Gleichung (F4-1) als Differenz der 

Extinktionskoeffizienten in [M-1 cm-1] angegeben werden (molarer 

Circulardichroismus).[322,324] 
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𝛥𝐴 = 𝐴𝐿 − 𝐴𝑅 = Δ𝜀 ∗ 𝑐 ∗ 𝑑 

mit Δ𝜀 = (𝜀𝐿 − 𝜀𝑅) und 𝐴𝐿 bzw. 𝐴𝑅 = Absorption des links bzw. rechts 

polarisierten Lichts sowie den zugehörigen Extinktionskoeffizienten 𝜀𝐿 und 𝜀𝑅 

 

In vielen Fällen wird der Dichroismus jedoch in Grad der 

Elliptizität Θ  angegeben, der aus der gemessenen 

Polarisationsänderung in Radiant durch Multiplikation mit 
180

𝜋
 zu 

 

Θ = 32.98 ∗ Δ𝐴 

 

erhalten werden kann und seinen Ursprung in der 

Polarisationselliptizität und dem Winkel zwischen der größten und 

kleinsten Magnitude des elektrischen Feldvektors hat.[324–326]  

 

Da es sich auch bei der DNA um ein chirales Molekül handelt, 

liefert die CD-Spektroskopie typische Spektren, die sich je nach 

Form der DNA mehr oder weniger stark voneinander 

unterscheiden (Abbildung 3.95) 

 

 
 

ABBILDUNG 3.95: Schematische Darstellung der CD-Spektren  

der häufigsten DNA-Formen A, B und Z. 

 

(F4-1) 

(F4-2) 
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Aufgrund der unterschiedlichen dreidimensionalen Strukturen der 

drei häufigsten DNA-Formen, die in Abbildung 3.96 gezeigt sind, 

unterschieden sich auch die CD-Spektren.[327–329] 

 

 
 

 

(a) 

A-Form 

(b) 

B-Form 

(c) 

Z-Form 
 

 

ABBILDUNG 3.96: Molekülstrukturen der drei DNA-Formen A, B und Z im Kristall.10,[89,327–329] 
(Kohlenstoff, Stickstoff, Sauerstoff, Phosphor) 

 

Die B-DNA zeigt dabei zwei prominente Banden in der Nähe des 

Absorptionsmaximums von 260 nm in einem Wellenlängenbereich 

von 220 - 320 nm. Aus zahlreichen Untersuchungen ist bekannt, 

dass die positive Bande bei etwa 275 nm durch die 

Basenstapelung und die negative Bande bei etwa 245 nm 

aufgrund der Helizität der DNA-Doppelhelix hervorgerufen wird 

(Abbildung 3.95, blaue Kurve).[323,330–335] Da die Basenpaare in der 

B-Form orthogonal zur Helixachse stehen, ist die Chiralität dieser 

Form eher gering und die positive CD-Bande hat 

dementsprechend eine geringe Intensität. Im Vergleich dazu ist 

                                                 
10 Die Molekülstrukturen der drei DNA-Formen wurden den Quellen [327–329] entnommen:  

A-Form: N. Gautham et al.; Biochem. Biophys. Res. Commun. 2011, 407, 307-312. 

B-Form: N. Niimura et al.; Nucleic Acids Res. 2005, 33, 3017-3024. 

Z-Form: N. Narayana et al.; Biochemistry 2006, 45, 1200-1211. 

Die Grafiken wurden mittels des Programms Olex2 von OlexSys Ltd. erstellt.[89] 
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die A-DNA zwar kompakter, jedoch stehen die Basenpaare nicht 

senkrecht zur Achse, sodass die Intensität der positiven CD-Bande 

deutlich zunimmt (Abbildung 3.95, orange Kurve). Während die 

Spektren der A- und B-Form in ihren Grundzügen die gleichen 

Charakteristika aufgrund der rechtsgängigen Helixdrehrichtung 

aufweisen, stellt das Spektrum der Z-DNA annähernd eine 

Inversion dessen dar, da hier die Drehrichtung linksgängig ist. 

Damit wird in diesem Fall für die Basenstapelung eine negative 

und für die Helizität entsprechend eine positive Bande erhalten 

(Abbildung 3.95, violette Kurve).[323,330,332–334] 

 
Da mithilfe der Veränderung der positiven und negativen CD-Banden eine grobe 

Aussage darüber getroffen werden kann, inwiefern die dreidimensionale Struktur der 

DNA durch beispielsweise Metallkomplexe beeinflusst wird, wurden die CD-Spektren von 

CT-DNA in der An- und Abwesenheit der Komplexe Cu(37)2 bzw. Cu(43)2 bis Cu(47)2 

aufgenommen (Abbildung 3.97). 

 

  
 

ABBILDUNG 3.97: CD-Spektren von CT-DNA in der An- und Abwesenheit der Komplexe  

Cu(37)2 und Cu(43)2 – Cu(47)2. 
(100 µM CT-DNA mit 10 µM Komplex in 10 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 nach 30 min bei Raumtemperatur) 
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Abbildung 3.97 zeigt deutlich, dass von den Komplexen Cu(37)2, Cu(43)2, Cu(44)2 und 

Cu(47)2 die negative Bande im CD-Spektrum nur leicht (Verschiebung durch Cu(37)2 bzw. 

Abnahme der Bande durch Cu(44)2 und Cu(47)2) bis gar nicht (Cu(43)2) beeinflusst wird. 

Es kann demnach davon ausgegangen werden kann, dass die Wechselwirkung der 

Komplexe Cu(43)2, Cu(44)2 und Cu(47)2 mit der CT-DNA kaum Einfluss auf die Helixachse 

der DNA hat. Die positive Bande der Basenstapelung wird dagegen deutlicher verändert. 

Während jedoch der Komplex Cu(37)2 einen starken Anstieg der Elliptizität bewirkt, wird 

diese von den anderen Komplexen vermindert. Da es zu keiner Verschiebung des 

Maximums der positiven und einer nur kleinen Veränderung der negativen Bande kommt, 

ist die Änderung keine Ursache einer Transformation der B-Form in die A-Form der DNA, 

sondern kann vor allem auf die Interkalation des Komplexes Cu(37)2 zurückgeführt 

werden, wodurch es zu einer Stabilisierung der B-Form der DNA kommt. Umgekehrt kann 

aus der leichten Verminderung der positiven Bande durch die Komplexe Cu(43)2, Cu(44)2 

und Cu(47)2 bzw. der Abnahme der negativen Bande durch die Komplexe Cu(44)2 und 

Cu(47)2 geschlossen werden, dass die Basenstapelung destabilisiert wird.[323,335–338] Wie 

bereits durch die Bestimmung des DNA-Schmelzpunktes und der Bindungskonstanten 

angenommen, lässt auch die Interpretation des CD-Spektrums eine geringe Interkalation 

vermuten, wobei beachtet werden muss, dass kleine Änderungen im Spektrum auch bei 

elektrostatischen Wechselwirkungen bzw. Furchenbindung auftreten können.[335,339–341] 

Des Weiteren zeigt das Spektrum des Komplexes Cu(37)2 eine neue Bande bei etwa  

300 nm. Zur Erklärung dieser Bande findet sich in der Literatur einerseits der Hinweis, dass 

DNA selbst keinerlei Absorptionen über 300 nm zeigt und die Bande daher 

möglicherweise durch kondensierte DNA-Moleküle erzeugt wird. Diese bilden Partikel, die 

das eingestrahlte Licht streuen.[323] Aus diesem Grund sollte die Interpretation des 

Spektrums mit Vorsicht betrachtet werden. Andererseits kann die im Vergleich zur CT-DNA 

veränderte Form der positiven Bande der Komplexe Cu(37)2, Cu(43)2, Cu(44)2 und 

Cu(47)2 auch aus der Überlappung der 𝜋 − 𝜋∗ -Absorption der Liganden mit der 

Absorption der DNA unterhalb von 300 nm resultieren (vgl. Abbildung 3.91), woraus sich 

ein induzierter Circulardichroismus ergibt.[339] 

Besonders auffällig in Abbildung 3.97 sind jedoch die Spektren für die Komplexe Cu(46)2 

und Cu(47)2. Obwohl die vorherigen Untersuchungen keine Wechselwirkung mit der DNA 

(keine Spaltaktivität, keine Veränderung des Schmelzpunktes, sehr geringe 

Bindungskonstanten) zeigen konnten, finden sich starke Veränderungen der DNA-Struktur 



Ergebnisse und Diskussion | Phenanthrolinkomplexe | Biologische Evaluation 

160 

in den CD-Spektren. Hierbei kommt es neben einer minimalen Zunahme der positiven 

Bande vor allem zu einer Verschiebung des Maximums zu kleineren Wellenlängen und zu 

einer deutlichen Reduzierung der negativen Bande. Zusammen mit dem zunehmenden 

Abfall der Kurven zwischen 220-230 nm deuten die Ergebnisse auf eine Änderung der 

DNA-Struktur von der B-Form zur A-Form hin.[323] Da die Elliptizitätszunahme der positiven 

Bande jedoch sehr gering ausfällt, könnten die Änderungen auch lediglich durch eine 

Entwindung der DNA zustande kommen. Eine eindeutige Aussage kann damit an dieser 

Stelle nicht getroffen werden. Zur Klärung der genauen Wechselwirkungen müssten 

weitere CD-Untersuchungen sowie DNA-Entwindungsassays mittels Gelelektrophorese 

vorgenommen werden. 

 

Im Allgemeinen hat die Untersuchung der Kupfer(II)-Komplexe verschiedener  

Phenanthrolinderivate jedoch gezeigt, dass eine 2,9-Substitution der Liganden nicht 

generell zu einem Verlust der Nucleaseaktivität wie im Fall des Neocuproins (43) führt. 

Obwohl kein Komplex die Effizienz des Phenanthrolinkomplexes Cu(37)2 erreicht, konnte 

gezeigt werden, dass die Art der Substituenten die Struktur (trigonal-bipyramidal vs. 

oktaedrisch) und damit die Stabilität der Komplexe beeinflusst, sodass unterschiedliche 

DNA-Wechselwirkungen eingegangen werden können. Zudem ermöglichen die 

Substituenten in den Komplexen Cu(44)2 und Cu(47)2 eine Reduktion und zumindest die 

teilweise Reoxidation des Kupfer(II)-Zentrums, wodurch eine gewisse DNA-Spaltaktivität 

erreicht wird. 
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3.2.4. Phenanthrolinhydrazone 

Die Entwicklung chemischer Sensoren für Metallionen bildet seit vielen Jahren ein 

wichtiges Thema der bioanorganischen Chemie, Biochemie, Zellbiologie und Medizin. 

Besonderes Interesse gilt dabei organischen Liganden, die spezifisch giftige Metallionen 

wie Quecksilber, Cadmium und Blei oder essentielle Ionen wie Zink, Kupfer und Cobalt 

binden können.[342,343] Im Mittelpunkt stehen häufig Kupfer(II)-Ionen, da sie zwar ein 

Spurenelement für alle Organismen darstellen, jedoch in erhöhten Dosen zu 

bedrohlichen Beschwerden (Zerstörung roter Blutkörperchen, Nierenschäden) oder 

tödlichen Krankheiten wie Morbus Wilson führen (vgl. Abschnitt 3.1.1).[85]  
 

 
 

ABBILDUNG 3.98: Struktur von Bis(picolyl)amin. 

 

Neben Verbindungen, die vielfach den Bis(picolyl)amin-Liganden in Abbildung 3.98 zur 

Bindung von Kupfer(II)-Ionen nutzen[344,345], haben sich vor allem Imin-Liganden bewährt. 

Dabei weisen insbesondere Hydrazone bzw. Carbonylhydrazone und deren Komplexe 

vielseitige Anwendungsmöglichkeiten und biologische Aktivitäten auf. Aufgrund der 

einfachen Synthese durch Kondensation von Aldehyden oder Ketonen mit Hydrazinen 

bzw. Carbonylhydrazinen (Hydraziden) und der leichten Funktionalisierung an 

unterschiedlichen Positionen des Hydrazongrundgerüsts sind mittlerweile zahlreiche 

Derivate bekannt (Schema 3.59)[346,347]. Deren Eigenschaften wurden dahingehend 

angepasst, dass ihr Anwendungsspektrum von Sensoren für Metallionen[348,349] und 

Photoschaltern[346] über generelle cytotoxische, antioxidative und antibakterielle[350–357] 

Verbindungen bis hin zu spezifischen Substanzen gegen Mycobakterien 

(Krankheitserreger der Tuberkulose und Lepra)[358] und Tumoren[359,360] reicht. 
 

 
 

SCHEMA 3.59: Kondensation eines Aldehyds mit einem Hydrazid zum Hydrazon. [346,347] 
(mögliche Positionen zur Derivatisierung) 
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Hydrazone bieten beim Einsatz in biologischen System darüber hinaus den Vorteil, dass 

sie zwei Anwendungsstrategien ermöglichen. Einerseits können stabile Kupfer(II)-

Hydrazonkomplexe eingesetzt werden, die an Proteine oder an die DNA binden und 

diese spalten.[351] Auf der anderen Seite könnten sie in der Pharmakotherapie verwendet 

werden, wenn es durch geeignete Derivatisierung gelingt, die leicht saure Umgebung in 

Tumorgewebe (pH-Wert 5 - 6 im Gegensatz zu pH 6 - 7 in gesundem Gewebe)[361] zur 

säureinduzierten Hydrazonspaltung und damit zur Freisetzung von ROS-generierenden 

Kupfer(II)-Ionen auszunutzen (Schema 3.60).[362] 

 

 
 

SCHEMA 3.60: Säureinduzierte Hydrazonspaltung.[362] 

 

3.2.4.1. Ligandensynthese 

Den Ausgangspunkt für die Synthese der Hydrazonkomplexe sollte die Kombination der 

Nucleaseaktivität von Kupfer(II)-Phenanthrolinkomplexen mit den Eigenschaften von 

Hydrazonen darstellen. In Erweiterung zu den 2,9-disubstituierten Phenanthrolinen wurde 

dazu bereits in früheren Untersuchungen das Phenanthrolindialdehyd 44 mit 

Benzohydrazid 50 nach einer Vorschrift von MAURO CARCELLI et al. funktionalisiert  

(Schema 3.61).[107,277,283,363,364] Obwohl bei einer Hydrazonspaltung nach Schema 3.60 der 

Aldehydkomplex Cu(44)2 zurückgewonnen werden würde, der eine deutlich verringerte 

DNA-Spaltaktivität als Cu(37)2 aufweist, sollte dies als erster Ansatz dienen. 

 

 
 

SCHEMA 3.61: Synthese der Phenanthrolinhydrazone 53 – 55.[107,277,283,363,364] 
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Da vom Ligand 53 aus der Literatur bisher nur bekannt ist, dass er große Metallionen wie 

Blei, Zinn, Europium und Gadolinium in einem 1 : 1-Verhältnis binden kann[363,364], sollte 

vergleichend zum Kupfer(II)-Phenylbis(benzoylhydrazon) aus Abschnitt 3.1.4[199] auch 

untersucht werden, ob aufgrund der wesentlich geringeren Ionengröße von Kupfer(II) 

mehrere Ionen durch den Liganden 53 komplexiert werden können. Aufgrund der 

geringen Löslichkeit des Liganden 53 in gängigen organischen Lösungsmitteln wurde der 

Dialdehyd 44 zusätzlich auch mit dem Acetohydrazid 51 und dem Formohydrazid 52 

umgesetzt.[283] Wenngleich die Löslichkeit der Liganden dadurch deutlich gesteigert 

werden konnte, war es nicht möglich Kupfer(II)-Komplexe mit einer definierten 

Zusammensetzung zu erhalten bzw. konnten lediglich Kupfer(I)-Komplexe der Liganden 

53 und 54 isoliert werden.[107,283] Um für die Untersuchungen zur DNA-Spaltung nicht auf  

in situ erzeugte Komplexe zurückgreifen zu müssen, wodurch stets die Gefahr besteht freie 

Kupfer(II)-Ionen in Lösung vorzufinden, wurde der Synthesesansatz umgestellt. Um 

grundlegend eine definiertere und weniger variable Koordinationsumgebung für die 

Kupfer(II)-Ionen zu haben, wurde nach einer Vorschrift der Arbeitsgruppen um  

ULRICH ABRAM und EZEQUIEL M. VÁQUEZ-LÓPEZ der Ligand 57 synthetisiert. Die Vorstufe 56 

konnte dabei durch Oxidation von Phenanthrolin (37) mit Nitriersäure in der Anwesenheit 

von Kaliumbromid erhalten werden (Schema 3.62).[283,365,366] 

 

 
 

SCHEMA 3.62: Synthese des Hydrazons 57 ausgehend von Phenanthrolin (37).[283,365,366] 

 

In der Literatur ist bisher nicht vollständig geklärt, wie die Oxidation von Phenanthrolin (37) 

zum Dion 56 abläuft, da das Dion zwar auch während der Nitrierung mit H2SO4 / HNO3 

gebildet wird, jedoch ausschließlich in der Anwesenheit von Kaliumbromid als 

Hauptprodukt isoliert werden kann.[367,368] Die Klärung des Mechanismus‘ wird vorwiegend 

dadurch erschwert, dass in der Reaktion eine Reihe an Zwischenprodukten gebildet 
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werden kann (z.B. Brom, Nitrosylschwefelsäure, Nitrosyl- und Nitroniumsalze, 

Kaliumbromat).[369,370] Im Rahmen dieser Arbeit wird auf die Ausführung von 

entsprechenden Versuchsdetails zwar verzichtet, es konnte aber anhand von 

Neocuproin (43) festgestellt werden, dass die Oxidation zum zweifachen Keton 

wesentlich von der Größe des Syntheseansatzes, der Zugabe der Säuren NACHEINANDER 

und der Reaktionsdauer abhängt. Dabei ist es interessant, dass beispielsweise bei der 

Halbierung der Reaktionszeit auf 1.5 Stunden nach der Aufarbeitung als Hauptprodukt 

lediglich das 5-Monohydroxyderivat 58 isoliert werden konnte. Die Bildung dieses Derivats 

konnte über NMR-Spektroskopie, CHN-Analyse und ESI-Massenspektrometrie sowie über 

eine Kristallstrukturanalyse aufgeklärt werden (Abbildung 3.99, Tabelle 3.26 und Anhang). 

 

 

 

TABELLE 3.26: Kristallographische Daten für 58. 

Parameter 58 

Empirical formula (1 Part) C14H12BrN2O1 • H2O 

Crystal system monoclinic 

Space group P21/n 

a [Å] 6.9057(6) 

b [Å] 10.7778(9) 

c [Å] 18.6867(17) 

α [°] 90 

β [°] 100.403(4) 

γ [°] 90 

V [Å3] 1368.0(2) 

Z 4 

ρcalc [g cm-3] 1.5757 

µ (MoKα) [mm-1] 3.005 

F(000) 656 

Crystal size [mm3] 0.70 x 0.15 x 0.12 

2θ range 4.382– 61.21 

Index range -9 ≤ h ≤ 8, -11 ≤ k ≤ 15, -26 ≤ l ≤ 26 

Collected / unique reflections 15870 / 4067 

Data / restraints / parameters 4067 / 0 / 190 

Goodness-of-fit on F2 1.092 

R indices [I ≥ 2σ(I)] R1 = 0.0667, wR2 = 0.1558 

R indices [all data] R1 = 0.0930, wR2 = 0.1635 

Largest diff. peak / hole [e Å-3] 1.34 / -0.95 

Bindungslänge [Å] 

C5-C6 1.357(7) 

C5-O1 1.369(7) 

N2•••• ••HO2 / O4••••••HN2 2.003(7) / 1.905(7) 
 

ABBILDUNG 3.99: Olex2-Darstellung der 

Molekülstruktur von 58 im Kristall.[89,129–131] 
(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische 

Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit, Darstellung 

beider Strukturteile) 

 

Die Molekülstruktur des Liganden 58 im Kristall in Abbildung 3.99 zeigt, dass dieser als 

Hydrobromidsalz erhalten wurden, wobei eines der Stickstoffatome protoniert vorliegt. 

Das Bromid-Gegenion wechselwirkt dabei jedoch nicht mit diesem, sondern bildet eine 

(b) 

(a) 
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Wasserstoffbrückenbindung mit der Hydroxygruppe in Position 5 aus (a). Darüber hinaus 

zeigt sich, dass dieser Hydoxylsubstituent fehlgeordnet ist, sodass die Sauerstoffatome in 

den Positionen 5 (Atom O1) und 6 (Atom O1‘) jeweils eine Besetzungszahl von 0.5 

aufweisen. Dass es sich hierbei tatsächlich um eine Hydroxygruppe und nicht um eine 

Ketogruppe handelt, lässt sich an den beiden Bindungslängen C5-C6 (1.36 Å) und  

C5-O1 (1.37 Å) in Tabelle 3.26 erkennen, die auf entsprechende Doppel- bzw. 

Einfachbindungen hinweisen. Innerhalb des Kristalls lagern sich je zwei Moleküle des 

Neocuproins 58 durch Ausbildung von Wasserstoffbrücken zwischen dem Kristallwasser 

und den Stickstoffatomen sowie dem Bromid antiparallel übereinander (b). Dabei kommt 

es zu einer dimeren Anordnung der Liganden, die wiederum durch  

𝜋 − 𝜋 -Stapelwechselwirkungen untereinander wechselwirken und sich dadurch als 

nebeneinanderliegende Ketten durch den Kristall ziehen (Abbildung 3.100). 

 

        
 

ABBILDUNG 3.100: Olex2-Darstellung der Wechselwirkungen zwischen 58 im Kristall.[89,129–131] 

( --- Wasserstoffbrückenbindungen, --- 𝜋 − 𝜋-Stapelwechselwirkungen) 

(Lösung/Verfeinerung: ShelXT/ShelXL, thermische Ellipsoide bei 50 % Wahrscheinlichkeit) 
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3.2.4.2. Komplexsynthese 

Für die Untersuchung der Nucleaseaktivität von Kupfer(II)-Phenanthrolinhydrazonen 

wurde der Ligand 57, von dem bereits 1 : 1-Komplexe mit Rhenium und Technetium 

literaturbekannt sind[365], nach Schema 3.63 mit Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat umgesetzt. 

Obwohl auch Hydrazone in der Lage sind, Kupfer(II)-Ionen zu binden, konnte bei der 

Synthese nur der 2 : 1-Komplex isoliert werden (a). Hinweise auf 2 : 2- oder 2 : 3-Komplexe 

konnten auch bei der massenspektrometrischen Analyse nicht gefunden werden (b), 

sodass eine Untersuchung des Einflusses mehrerer Metallzentren nicht durchgeführt 

werden konnte. Für zukünftige Experimente wäre jedoch die Einführung weiterer 

Metallzentren durch Umsetzung des isolierten Komplexes Cu(57)2 mit Kupfer(II)-Ionen oder 

anderen redoxaktiven Metallen wie Eisen(II) denkbar.[283] 

 

 
 

SCHEMA 3.63: Synthese des Kupfer(II)-Komplexes Cu(57)2.[283] 

 

Zum Vergleich des Einflusses der Hydrazongruppe auf die DNA-Spaltung wurde ebenfalls 

der Kupfer(II)-Komplex des Dions 56 synthetisiert (Schema 3.64).[283,371] 

 

 
 

SCHEMA 3.64: Synthese des Kupfer(II)-Komplexes Cu(56)2.[283,371] 
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3.2.4.3. Spaltung von Plasmid-DNA 

Die DNA-Spaltaktivität des Komplexes Cu(57)2 wurde zunächst analog zu 

vorhergehenden Versuchen konzentrationsabhängig mittels Agarose-Gelelektrophorese 

in der An- und Abwesenheit von Ascorbinsäure als Reduktionsmittel untersucht 

(Abbildung 3.101). Aufgrund der hohen Nucleaseaktivität des Phenanthrolinkomplexes 

Cu(37)2 wurden für die Untersuchung des Komplexes Cu(57)2 ebenfalls Konzentrationen 

von 5 – 25 µM gewählt (vgl. Abschnitt 3.2.3.1).[283] 

 

 

 

 

 

ABBILDUNG 3.101: Konzentrationsabhängige DNA-Spaltaktivität von Cu(57)2 bezüglich pBR322 in der 

An- und Abwesenheit von Ascorbinsäure.[283] 
(5, 15 und 25 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 Plasmid-DNA in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und Abwesenheit von  

0.25 mM Ascorbinsäure (Asc) bei 37 °C für 2 h) 

 

Der Komplex Cu(57)2 spaltet die Plasmid-DNA in der Anwesenheit von Ascorbinsäure 

bereits bei einer Konzentration von 5 µM zu einem geringen Anteil in die Form II (11 %, 

Spur 1) und sehr deutlich in die Form II (51 %) und Form III (2 %, Spur 3) bei 15 µM. Neben 

der generellen Erhöhung der Spaltaktivität mit steigender Komplexkonzentration zeigt die 

Abbildung 3.101, dass die DNA auch bei 25 µM in der Abwesenheit des Reduktionsmittels 

gespalten wird (Spur 6). Dies kann prinzipiell mehrere Ursachen haben: Die Möglichkeit 

der hydrolytischen Spaltung kann dabei durch die Ergebnisse eines BNPP-Assays 

ausgeschlossen werden, da sich weder bei einer Komplexkonzentration von 75 µM noch 

bei 125 µM die Absorptionsbande des BNPP-Spaltprodukts bei 400 nm in den Spektren 

findet (Abbildung 3.102) (vgl. Abschnitt 3.2.3.1).[283] 
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ABBILDUNG 3.102: UV/Vis-Spektren von BNPP nach der Inkubation mit dem Komplex Cu(57)2.[283] 
(75 µM und 125 µM Komplex bzw. 0.05 units mL-1 Phosphodiesterase I mit 50 µM BNPP 

 in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 bei 37 °C für 2 h) 

 

Da als Schlussfolgerung angenommen werden muss, dass die DNA-Spaltung weiterhin 

über einen oxidativen Mechanismus verläuft, kommen als Erklärung sowohl die 

Selbstaktivierung durch Reduktion des Kupfer(II)-Zentrums über die Oxidation des 

Liganden als auch die Umkehrung dessen in Frage, d.h. Oxidation von CuII zu CuIII durch 

Reduktion des Liganden. Über diese Betrachtungen hinaus wäre aber auch ein Einfluss 

des Tris-HCl-Puffer auf die DNA-Spaltung denkbar (vgl. Abschnitt 3.2.3.1). Vernachlässigt 

man zunächst letzteren Punkt und geht davon aus, dass der Ligand 57 ebenso wie 

Phenanthrolin (37) gegenüber weiteren Oxidationen einigermaßen inert ist[370], ist die 

Reduktion des Liganden der plausibelste Weg der Selbstaktivierung. Diese Annahme wird 

umso wahrscheinlicher, wenn man die Verbindung 57 ausgehend von 56 nicht als 

Ketonderivat des Phenanthrolins, sondern vielmehr als Chinonanalogon betrachtet. Die 

Bildung von Radikalanionen durch Reduktion von Chinonen nach dem Schema 3.65 

wurde bereits 1938 von LEONOR MICHAELIS beschrieben und ist auch anhand des 

Liganden 56 in der Literatur intensiv untersucht worden.[372–375] 

 

 
 

SCHEMA 3.65: Redoxgleichgewichte für ortho-Chinone am Beispiel des Liganden 57.[372–375] 
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Obwohl die spontane Bildung von Kupfer(III) über die Reduktion des Liganden eine eher 

selten beobachtete Reaktion zur DNA-Spaltung ist, konnte die Arbeitsgruppe um  

HERVÉ VEZIN über EPR-Spektroskopie und Cyclovoltammetrie die Schädigung von DNA 

mittels eines Kupfer(II)-Hydroxysalenkomplexes durch die Generierung von reaktiven 

Sauerstoffspezies nachweisen (Schema 3.66).[376] 

 

 
 

SCHEMA 3.66: Postulierter Mechanismus zur Bildung von Radikalen durch einen Kupfer(II)-

Hydroxysalenkomplex in der Anwesenheit von molekularem Sauerstoff.[376] 

 

Inwiefern die Reaktionen in Schema 3.66 auch auf den Komplex Cu(57)2 übertragbar sind, 

der anstelle einer zweiten Ketogruppe eine Imingruppe aufweist, müsste durch weitere 

Experimente beispielsweise mittels der Detektion von radikalischen Spezies über  

EPR-Spektroskopie untersucht werden. 
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Ein wichtiger Punkt bei der Analyse der Effizienz der DNA-Spaltung stellt der Vergleich des 

Kupfer(II)-Hydrazonkomplexes Cu(57)2 mit dem unsubstituierten Derivat Cu(56)2 und dem 

Komplex der Stammverbindung Phenanthrolin (Cu(37)2) dar (Abbildung 3.103).[283] 

 

  

 

 

 

ABBILDUNG 3.103: DNA-Spaltaktivität von 

Cu(57)2 im Vergleich mit den 

Komplexen Cu(56)2 und Cu(37)2.[283] 
(5 µM Komplex und 0.025 µg µL-1 Plasmid-DNA in 

50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und 

Abwesenheit von 0.25 mM Ascorbinsäure (Asc) 

bei 37 °C für 2 h) 

 ABBILDUNG 3.104: DNA-Spaltaktivität von 

Cu(57)2 im Vergleich mit Cu(56)2 und 

Cu(37)2 sowie Cu(56)2 + 50.[283] 
(5 µM Komplex bzw. 50 und 0.025 µg µL-1 Plasmid-DNA 

in 50 mM Tris-HCl-Puffer pH 7.4 in der An- und 

Abwesenheit von 0.25 mM Ascorbinsäure (Asc)  

bei 37 °C für 2 h) 

 

Das Vergleichsgel zeigt deutlich, dass der Hydrazonkomplex Cu(57)2 trotz einer Spaltung 

von etwa 26 % der DNA bezüglich Form II in der Anwesenheit von Ascorbinsäure (Spur 1) 

bei weitem nicht die Effizienz des Komplexes Cu(37)2 erreicht (Spur 5). Das Ergebnis für 

den Komplex Cu(56)2 zeigt dagegen das Fehlen jeglicher Nucleaseaktivität (Spur 3). 

Obwohl der Ligand 56 in Verbindung mit Cobalt(II), Zink(II), Platin(II) und Silber(I) eine 

äußerst hohe Cytotoxizität zeigt[377–380], weist der Kupfer(II)-Komplex unter den gewählten 

Bedingungen keinerlei Nucleaseaktivität auf, womit verdeutlicht wird, dass die 

Cytotoxizität des Dions 56 nicht durch die Spaltung der DNA, sondern, wie in bereits aus 

der Literatur bekannt, durch Inhibierung der DNA-Synthese in den Zellen bedingt ist.[378] 

Die fehlende Spaltaktivität kann damit einerseits darauf zurückgeführt werden, dass das 

Dion 56 nicht in der Lage ist in die DNA zu interkalieren.[378] Auf der anderen Seite kann 
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die Ursache auch in der verglichen zum Phenanthrolin (37) stark veränderten 

elektronischen Struktur des Liganden 56 durch die Aufhebung der Aromatizität des 

mittleren Benzolringes bei der Oxidation liegen, wodurch gleichzeitig auch das 

Redoxpotential des Kupfer(II)-Zentrums verändert wird.[272,381] Beide Argumente werden 

dadurch gestützt, dass es für die DNA-Spaltung durch den Komplex Cu(57)2 zwingend 

notwendig ist, dass die Hydrazongruppe intakt bleibt. Wird der Komplex Cu(56)2 lediglich 

in der Anwesenheit des Hydrazids 50 mit Plasmid-DNA und Ascorbinsäure inkubiert, kann 

ebenso keine Spaltaktivität gefunden werden (Abbildung 3.104 , Spur 5). Damit zeigt sich 

jedoch gleichzeitig, dass es bei einem pH-Wert von 7.4 nicht zur Spaltung der 

Hydrazonbindung kommt. Für den Einsatz des Komplexes Cu(57)2 bei niedrigeren pH-

Werten wie sie z.B. in Tumorgeweben vorherrschen, bedeutet dies allerdings, dass eine 

eventuelle Spaltung der Bindung nicht zur Aktivierung des Komplexes bzw. zur Freisetzung 

von CuII-Ionen führt, sondern das Gegenteil, die Deaktivierung des Komplexes, stattfindet 

(vgl. Abschnitt 3.2.4). 

 

Die Untersuchung des Hydrazonkomplexes Cu(57)2 konnte zwar zusammengefasst nicht 

die gewünschten Ergebnisse einer generell gesteigerten Nucleaseaktivität oder einer 

gezielten Aktivierung des Komplexes liefern, jedoch können dessen ungeachtet die 

vorliegenden Versuche als guter Ausgangspunkt für die Entwicklung neuer Nucleasen 

durch Kombination der spezifischen Eigenschaften verschiedener Substanzklassen 

genutzt werden. Interessant wäre zudem die Untersuchung des Komplexes Cu(57)2 

hinsichtlich weiterer biologischer Anwendungsmöglichkeit beispielsweise als Protease, 

Antioxidans oder Antibiotikum. 
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4. Experimenteller Teil 

4.1. Allgemeine Anmerkungen 

Übersicht 

Eine Übersicht aller Strukturen mit den entsprechenden Nummern und Kürzeln zur 

besseren Veranschaulichung befindet sich am Ende des experimentellen Teils. 

 

Analytik 

Sofern die synthetisierten Verbindungen literaturbekannt sind, wurden zur 

Charakterisierung in der Regel ausschließlich 1H-NMR-Spektren aufgenommen. Weitere 

analytische Methoden (ESI-MS, CHN-Analyse) wurden für Verbindungen durchgeführt, 

bei denen keine NMR-Spektroskopie anwendbar war bzw. falls die NMR-Spektren nicht 

vollkommen eindeutig waren. 

 

Für die Peptide wurden zur Charakterisierung ausschließlich ESI-Massenspektren 

aufgenommen. Die Reinheit der Verbindungen wurde mittels RP-HPLC überprüft. 

 

Synthesen 

Sämtliche Angaben zu Ausbeuten im Syntheseabschnitt 4.3 beziehen sich auf die in den 

Reaktionsschemata gezeigten Produkte ohne Beachtung der Ergebnisse der  

CHN-Analysen. Den Konzentrationsberechnungen für die Gelelektrophorese- und 

Spektroskopie-Experimente wurden hingegen die Resultate der CHN-Analysen 

zugrunde gelegt. 

 

Für die Versuche der Darstellung der Kupfer(II)-Komplexe der Liganden 48 und 49 

wurden beispielhaft nur zwei Synthesen aufgezeigt (vgl. Abschnitte 4.3.2.17 und 4.3.2.18). 

 

Gelelektrophoresen und Spektroskopie 

Die genauen Reaktionsbedingungen (Komplexkonzentration, Inkubationszeit, Puffer, 

Temperatur, pH-Wert) können für jeden Versuch den Abbildungsunterschriften 

entnommen werden. 
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4.2. Methoden und Materialien 

4.2.1. Analysemethoden 

Kernspinresonanzspektren 

Die Protonen-Kernspinresonanzspektren wurden auf einem Jeol ECS 400 FT-NMR-

Spektrometer bei 399.74 MHz aufgenommen. 13C-, COSY-, DEPT-, HMBC- und HMQC-

Spektren wurden bei 700.23 MHz bzw. 176.07 MHz an einem JEOL Eclipse+ 500-

Spektrometer gemessen. Die chemischen Verschiebungen beziehen sich auf 

Trimethylsilan als externen Standard. 

 

Massenspektren 

Die ESI-Massenspektren wurden auf einem Agilent 6210 ESI-ToF-Massenspektrometer der 

Firma Agilent Technologies gemessen. 

 

Infrarotspektren 

IR-Spektren wurden an einem Nicolet iS10 FT-IR-Spektrometer der Firma Thermo Scientific 

gemessen. 

 

Absorptions- und Emissionsspektren 

Die UV/Vis-Absorptionsspektren wurden auf einem Gerät des Typs Cary100 von Agilent 

Techonolgies und die Emissionsspektren auf einem Cary Eclipse Fluorescence 

Spectrophotometer der Firma Varian aufgenommen. 

 

Circulardichroismus-Spektroskopie 

Die CD-Spektren wurden auf einem Jasco J-810 Spectropolarimeter mit 

kontinuierlichem Stickstoffstrom bei Raumtemperatur aufgenommen. 

 

Elementaranalysen 

Die Messung der CHN-Analysen erfolgte an einem Gerät des Typs VarioEL der Elementar 

Analysensysteme GmbH. 
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RP-HPLC 

Die Aufreinigung der Peptide erfolgte mittels einer HPLC des Typs Chromaster 5000 von 

Hitachi und VWR. Als Eluenten wurden Acetonitril und Millipore-Wasser verwendet. 

 

Agarose-Gelelektrophorese 

Alle Agarose-Gelelektrophoresen wurden mit einer Rotiphorese® PROfessional I-Kammer 

der Firma Roth bei 40 V für 2 h durchgeführt. 1 %ige Agarosegele wurden mit 0.5X TBE-

Puffer von life technologies und Agarose von Fisher Scientific angefertigt. Die Anfärbung 

erfolgte mit Ethidiumbromid (1 %ige Lösung von Fisher Scientific) und die Auswertung 

über einen Bio-Rad GelDoc EZ Imager mit der Software ImageLab 5.0. 

 

SDS-PAGE 

Die SDS-Gelelektrophoresen wurden mit einem Mini-PROTEAN® Tetra-System der Firma 

Bio-Rad durchgeführt. Als reduzierender Ladepuffer wurde Roti®-Load 1 (Roth) 

eingesetzt. Die Elektrophoresen erfolgten mit färbungsfreien Any kDTM Mini-PROTEAN® 

TGXTM-Gelen von Bio-Rad in 1X SDS-Puffer für 35 min bei 200 V. Die Auswertung der Gele 

erfolgte über einen Bio-Rad GelDoc EZ Imager mit der Software ImageLab 5.0. 

 

Kristallstrukturbestimmung 

Die Einkristallstrukturbestimmung erfolgte an einem Bruker-APEX-II Diffraktometer mit 

CCD. Die Datenerfassung, -reduktion und empirische Absorptionskorrektur wurde mit 

den Programmen SMART, SAINT und SADABS (Siemens Industrial Automation Inc.) 

durchgeführt. Die Strukturlösung und -verfeinerung erfolgte unter Verwendung von 

Olex2[89] mit ShelXT (Lösung über direkte Methoden) und ShelXL (Verfeinerung über die 

Methode der kleinsten Quadrate)[129–131]. 
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4.2.2. Ausgangsmaterialien 

Bestand 

Aceton Magnesiumsulfat 

2-Aminoethylmaleimid Natriumacetat 

Ammoniumsulfat Natriumborhydrid 

Bernsteinsäureanhydrid Natriumcarbonat 

Borsäure Natriumethylendiamintetraacetat 

Brom Oxalylchlorid 

Bromphenolblau Phenol 

Eisen(III)-chlorid-Hexahydrat Phosphorpentachlorid 

Eisessig Phosphorsäure (85 %) 

Ethanol Saccharose 

Ethylacetat Salzsäure (32 %) 

Ethylendiamin tButanol 

1,1‘-Ferrocendicarbonsäure Tetrahydrofuran 

Hexan Triethylamin 

Kaliumbromid Wasser (Millipore) 

 

Acros Organics 

Bortrifluorid-Diethyletherat Kupfer(II)-perchlorat-Hexahydrat 

Bromwasserstoff (33 %) in Eisessig Natriumazid 

DDQ (2,3-Dichlor-5,6-dicyano-1,4-benzochinon) 1,1,3,3-Tetramethoxypropan 

N,N-Dimethylformamid (über Molekularsieb) 2-Thiobarbitursäure 

Dimethylpyrrol  

 

Alfa Aesar 

Acetohydrazid Ferrocencarbonsäure 

Benzohydrazid Formohydrazid 

4-Carboxybenzaldehyd 1,10-Phenanthrolin 

2,3-Diaminopropionsäure Triisopropylsilan 

 

AppliChem 

Dansylchlorid  

 

Bachem 

GGH (Glycylglycylhistidin)  
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Deutero 

Methanol-D4 (99.96 Atom% D)  

 

Euriso-Top 

Chloroform-D1 (≥ 99.8 Atom% D)  

 

Fisher Scientific 

Agarose Natriumhydroxid 

Dimethylsulfoxid (HPLC) PBS (phosphatgepufferte Salzlösung, 10X) 

Ethidiumbromid (1 %ige Lösung) Salpetersäure (65 %) 

Kaliumhydroxid Schwefelsäure (96 %) 

MOPS (3-(N-Morpholino)propansulfonsäure) Tris(hydroxymethyl)aminomethan 

Natriumchlorid Wasserstoffperoxid (30 %) 

Natriumhydrogencarbonat  

 

Fluka (Sigma-Aldrich) 

Ascorbinsäure (≥ 99.9998 %)  

 

Fluorochem 

Boc (Di-tbutyldicarbonat)  

 

Grüssing 

nButanol 1,4-Dioxan 

 

life technologies (Fisher Scientific) 

TBE (Tris-Borat-EDTA, 10X)  

 

Merck 

Kupfer(II)-chlorid-Dihydrat Pyrrol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat Selendioxid 

Nickel(II)-chlorid-Hexahydrat Trichloressigsäure 

Nickel(II)-nitrat-Hexahydrat  

 

New England Biolabs 

Blunt/TA Ligase Master Mix Protein Marker (2-212 kDa) 

EcoRI-HF® RE-Mix®  
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novabiochem (Merck) 

Fmoc-β-Alanin-OH Fmoc-Serin(tBu)-OH 

Fmoc-Histidin(Mtt)-OH Rink-Amid MBHA-Harz 

 

Roth 

Fmoc-Chlorid Rinderserumalbumin (> 98 %) 

HATU Roti®-Load 1 

Natriumsulfat Salzsäure (≥ 25 %, ROTIPURAN®) 

Phenol/Chloroform SDS (Natriumdodecylsulfat, 10X) 

Plasmid-DNA pBR322 Trifluoressigsäure (≥ 99.9 %) 

PyBOP  

 

Sigma-Aldrich 

Arachidonsäure Neocuproin 

Bis(para-nitrophenyl)phosphat Ölsäure 

CT-DNA (Typ I, Fasern) Phosphodiesterase I 

Deuteriumoxid (99.97 Atom% D)          (Texas-Klapperschlange, Typ IV ≥ 0.01 units mg-1) 

Diisopropylethylamin Piperidin 

Dimethylsulfoxid-D6 (99.96 Atom% D) Rhodamin B 

Fluoresceinisothiocyanat (Isomer I) Stearinsäure 

Katalase (Rinderleber, 2000-5000 units mg-1) Superoxiddismutase (Rindererythrozyten, ≥ 3000 units mg-1) 

Linolsäure Tosylchlorid 

 

VWR 

Acetonitril (HPLC) N,N-Dimethylformamid (HPLC) 

Chloroform Kieselgel 60 

Dichlormethan Methanol (HPLC) 

Diethylether  
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4.3. Synthesen 

4.3.1. ATCUN-Peptide 

4.3.1.1. N2-tert-Butoxycarbonyl-N3-fluorenylmethoxycarbonyl-2,3-diamino-

propansäure (3) 

 

     

 

 

 

+ 

 

 

 

 

 1 

204.23 
 

2 

258.70 
 

3 

426.47 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[106] 

N2-Boc-2,3-diaminopropionsäure 1 1.00 g  4.93 mmol 

Fmoc-Chlorid 2 1.50 g  5.92 mmol 

 

Zu einer Lösung aus 1 in 10 mL 10 %iger Natriumcarbonatlösung (w/v) wurde eine Lösung 

aus 2 in 10 mL 1,4-Dioxan bei 0 °C tropfenweise hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch 

wurde für 1 h bei 0 °C und anschließend für eine weitere Stunde bei 25 °C gerührt. Die 

Reaktion wurde mit 90 mL Wasser gequencht und 2 x mit je 50 mL Diethylether 

gewaschen. Die wässrige Phase wurde mit konzentrierter Salzsäure auf pH 1 eingestellt 

und zügig 3 x mit je 50 mL Ethylacetat extrahiert. Nach Entfernen des Lösungsmittels im 

Vakuum wurde das Produkt 3 als farbloser Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

1.80 g (4.22 mmol, 86 %)  Literatur: 97 %[106] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 1.43 (9 H, s, H1-3), 3.50-3.68 (2 H, m, H5), 4.15-4.30  

(2 H, m, H4,9), 4.36 (2 H, d, H8, J = 5.3 Hz), 5.58 (1 H, br s, H7), 5.73 

(1 H, br s, H6), 7.26-7.77 (8 H, m, H10-17) ppm. 
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4.3.1.2. 3-(4,4-Difluor-1,3,5,7-tetramethyl-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacen-8-yl)-

propansäure (6) 

 

     

 

 

 

+ 
 

  

 

 

4 

95.15 
 

5 

100.07 
 

6 

320.15 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[125] 

Dimethylpyrrol 4 0.46 g 0.5 mL 4.80 mmol 

Bernsteinsäureanhydrid 5 0.20 g  2.00 mmol 

Bortrifluorid-Diethyletherat  2.27 g 2.0 mL 16.00 mmol 

Triethylamin  1.21 g 1.7 mL 12.00 mmol 
 

In einem 250 mL-Schlenkkolben wurden unter Argonatmosphäre 4 und 5 in einem 

Gemisch aus absolutiertem DCM (20 mL) und Acetonitril (5 mL) gelöst. Die 

Reaktionslösung wurde für 14 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf 

Raumtemperatur wurde Triethylamin und nach 30 min das Bortrifluorid hinzugetropft. 

Das Reaktionsgemisch wurde für 5 h bei 50 °C erhitzt. Die Reaktion wurde mit 30 mL  

0.1 M Salzsäure gequencht und 4 x mit je 100 mL DCM extrahiert. Die organischen 

Phasen wurden mit Brine gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Nach Entfernen des 

Lösungsmittels im Vakuum und säulenchromatographischer Aufreinigung konnte das 

Produkt als orange-roter Feststoff erhalten werden. 
 

Säulenchromatographie an Kieselgel 

Eluent: DCM : Ethylacetat (Gradient von 4 : 1 bis 1 : 1) / Rf, (1:1): 0.4 
 

Ausbeute 

78 mg (0.24 mmol, 12 %)  Literatur: 21 %[125] 
 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 2.43 (6 H, s, H1,2), 2.51 (6 H, s, H3,4), 2.64 (2 H, t, H7, J = 8.8 Hz), 

3.32 (2 H, t, H8, J = 8.8 Hz), 6.06 (2 H, s, H5,6) ppm. 
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4.3.1.3. 4-(Di(1H-pyrrol-2-yl)methyl)benzoesäure (10) 

 

     

 

 
 

+ 

 

 

 

 

 8 

67.09 
 

9 

150.13 
 

10 

266.30 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[128] 

Pyrrol 8 33.55 g 34.7 mL 500.00 mmol 

4-Carboxybenzaldehyd 9 2.00 g  13.32 mmol 

Trifluoressigsäure  0.16 g 0.1 mL 1.35 mmol 

 

In einem 100 mL-Schlenkkolben wurde unter Argonatmosphäre 9 in Pyrrol suspendiert 

und für 15 min bei Raumtemperatur gerührt. Anschließend wurde TFA hinzugegeben 

und die Lösung für weitere 20 min bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter 

Reaktion wurde das überschüssige Pyrrol am Rotationsverdampfer entfernt (60 °C,  

30 mbar). Der Rückstand wurde mittels Säulenchromatographie aufgereinigt und das 

erhaltene braune Öl wurde anschließend in Ethanol gelöst. Durch Zugabe von Wasser 

konnte das Produkt als silbrig-grauer Feststoff erhalten werden, der sich mit der Zeit an 

Luft unter Braunfärbung zersetzte. 

 

Säulenchromatographie an Kieselgel 

Eluent: DCM : Ethylacetat (3 : 1) / Rf, (3:1): 0.5 

 

Ausbeute 

2.13 g (8.00 mmol, 60 %)  Literatur: 52 %[128] 

 

1H-NMR ((CD3)2CO, 400 MHz) 

 

δ = 5.53 (1 H, s, H9), 5.73-5.75 (2 H, m, H2,7), 5.96-5.99 (2 H, m, H1,8),  

6.67-6.69 (2 H, m, H3,6), 7.31 (2 H, d, H10,13, J = 8.5 Hz), 7.93 (2 H, d, H11,12,  

J = 8.5 Hz), 9.74 (2 H, br s, H4,5) ppm. 

  

 



Experimenteller Teil | Synthesen | ATCUN-Peptide 

182 

4.3.1.4. 4-((1H-Pyrrol-2-yl)(2H-pyrrol-2-yliden)methyl)benzoesäure (11) 

 

   

 

 

 

 

 

 

 10 

266.30 
 

11 

264.28 

 

 

   

 

 

Ansatz und Durchführung[142] 

Dipyrromethan 10 1.00 g  3.76 mmol 

DDQ  0.94 g  4.14 mmol 

 

Zu einer Lösung aus 10 in Chloroform (40 mL) und Aceton (17 mL) wurde bei 0 °C DDQ 

in 17 mL Aceton langsam hinzugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 1 h bei 0 °C 

und anschließend für weitere 15 min bei Raumtemperatur gerührt. Nach Entfernen des 

Lösungsmittels im Vakuum und Säulenchromatographie an Kieselgel wurde der 

erhaltene Feststoff in Ethanol gelöst. Die Lösung wurde filtriert und nach Einengen bis zur 

Trockne wurde das Produkt als gelb-brauner Feststoff erhalten. 

 

Säulenchromatographie an Kieselgel 

Eluent: DCM : Methanol (5 % bis 95 %) / Rf, (95:5): 0.1 

 

Ausbeute 

0.61 g (2.31 mmol, 61 %) 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 6.41 (2 H, d, H2,5, J = 3.7 Hz), 6.46 (2 H, d, H1,6, J = 3.5 Hz), 7.43 (2 H, d, 

H7,10, J = 8.0 Hz), 7.75-7.78 (2 H, m, H3,4), 8.07 (2 H, d, H8,9, J = 7.7 Hz) ppm. 

 

 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 265.1005 [M+H]+  (berechnet: 265.0972)  
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4.3.1.5. 4-(4,4-Difluor-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacen-8-yl)benzoesäure (12) (METHODE A) 

 

     

 

 
 

+ 

 

  

 

 8 

67.09 
 

9 

150.13 
 

12 

312.08 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung 

Pyrrol 8 0.29 g 0.3 mL 4.32 mmol 

4-Carboxybenzaldehyd 9 0.30 g  2.00 mmol 

DDQ  0.45 g  2.00 mmol 

Triethylamin  2.92 g 4.0 mL 28.86 mmol 

Bortrifluorid-Diethyletherat  4.48 g 4.0 mL 31.57 mmol 

 

In einem 250 mL-Schlenkkolben mit Rückflusskühler wurden unter Argonatmosphäre  

destilliertes Pyrrol (8) und 9 in 350 mL absolutiertem DCM gelöst und mit einigen Tropfen 

Trifluoressigsäure versetzt. Nach Rühren bei Raumtemperatur für 4.5 h wurde DDQ 

zugegeben und das Reaktionsgemisch wurde für weitere 15 min gerührt. Anschließend 

wurde zunächst langsam Triethylamin und dann Bortrifluorid hinzugetropft. Die 

Reaktionslösung wurde nach erneutem Rühren für 2 h bei Raumtemperatur mit 200 mL 

Wasser gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Nach Entfernen des Lösungsmittels im 

Vakuum und zweimaliger säulenchromatographischer Aufreinigung konnte das Produkt 

als roter, grün fluoreszierender Feststoff erhalten werden. 

 

Säulenchromatographie an Kieselgel 

Eluent: Ethylacetat : Methanol (0 % bis 10 %) / Rf, (90:10): 0.4 

 

Ausbeute 

39 mg (0.12 mmol, 6 %)  Literatur: 18 %[127] 

 

Analytik 

vgl. Abschnitt 4.3.1.6 (Methode B)  
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4.3.1.6. 4-(4,4-Difluor-4-bora-3a,4a-diaza-s-indacen-8-yl)benzoesäure (12) (METHODE B) 

 

   

 

 

 
 

 

 

 10 

266.30 
 

12 

312.08 

 

 

   

 

 

Ansatz und Durchführung 

Dipyrromethan 10 1.00 g  3.76 mmol 

DDQ  0.85 g  3.76 mmol 

DIPEA  3.42 g 4.5 mL 26.31 mmol 

Bortrifluorid-Diethyletherat  5.87 g 5.2 mL 41.36 mmol 

 

Zu einer Lösung aus 10 in 120 mL DCM wurde DDQ gegeben. Nach 5 min bei 

Raumtemperatur wurde DIPEA und nach weiteren 15 min das Bortrifluorid 

hinzugegeben. Die Reaktion wurde nach 20 min bei Raumtemperatur mit Wasser 

gequencht. Die wässrige Phase wurde 2 x mit je 40 mL DCM extrahiert. Die vereinigten 

organischen Phasen wurden 2 x mit je 30 mL Wasser gewaschen und über Na2SO4 

getrocknet. Nach Entfernen des Lösungsmittels im Vakuum und Aufarbeitung mittels 

Säulen- und präparativer Dünnschichtchromatographie konnte das Produkt als orange-

roter Feststoff erhalten werden. 

 

Säulenchromatographie an Kieselgel 

Eluent: DCM : Ethylacetat (1 : 1) / Rf, (1:1): 0.3 

 

Dünnschichtchromatographie an Kieselgel 

Eluent: DCM : Ethylacetat (1 : 2) 

 

Ausbeute 

0.42 g (1.35 mmol, 36 %)  Literatur: 18 %[127] 
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1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 6.57 (2 H, d, H1,6, J = 3.7 Hz), 6.89 (2 H, d, H2,5, J = 4.6 Hz), 7.68 (2 H, d, 

H7,10, J = 8.6 Hz), 7.97 (2 H, s, H3,4), 8.27 (2 H, d, H8,9, J = 8.6 Hz) ppm. 

 

 

 

ESI-MS (-) 

m/z = 311.0826 [M-H]-  (berechnet: 311.0809) 

    623.1721 [2M-H]-  (berechnet: 623.1691) 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C16H11BF2N2O2 

Einkristalle für die Strukturbestimmung durch Röntgenbeugung wurden durch 

langsames Verdunsten einer methanolischen Lösung der Verbindung 12 erhalten. 
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4.3.1.7. 4-((1H-Pyrrol-2-yl)(2H-pyrrol-2-yliden)methyl)-N-(2-(2,5-dioxo-2,5-dihydro- 

1H-pyrrol-1-yl)ethyl)benzamid (14a) 

 

     

 

 

 

+ 

  

 

 

 12 

312.08 
 

13 

176.60 
 

14a 

386.41 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[134] 

BODIPY 12 21.6 mg  0.07 mmol 

2-Aminoethylmaleimid 13 16.1 mg  0.10 mmol 

PyBOP  61.0 mg  0.12 mmol 

DIPEA  45.6 mg 60.0 µL 0.37 mmol 

 

In einem 25 mL-Schlenkkolben wurden unter Argonatmosphäre das BODIPY 12, PyBOP 

und DIPEA (40 µL) in 10 mL absolutiertem DMF gelöst. Nach Rühren für 30 min bei 

Raumtemperatur wurden das Maleimid 13 und weitere 20 µL DIPEA zur Reaktionslösung 

gegeben. Die Reaktionslösung wurde über Nacht (12 h) gerührt. Anschließend wurde 

das Lösungsmittel im Vakuum entfernt und das Rohprodukt als rot-violetter Feststoff 

erhalten. Auf eine weitere Aufreinigung wurde verzichtet, da das Produkt 14 (BODIPY-

Maleimid) nicht erhalten werden konnte. 

 

Rohausbeute 

134.0 mg (0.35 mmol, 503 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 387.2322 [M+H]+  (berechnet: 387.1379) 
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4.3.1.8. 2-(2-Aminoethyl)-3’,6’-bis(diethylamino)spiro[isoindolin-1,9’-xanthen]-3-on (22) 

 

     

 

 

 

+  
 

 

 

 19 

479.02 
 

18 

60.10 
 

22 

484.64 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[102,107,138] 

Rhodamin B 19 1.00 g  2.09 mmol 

Ethylendiamin 18 0.90 g 1.0 mL 14.98 mmol 

 

In einem 100 mL-Rundkolben wurde zu einer Lösung aus 19 in 25 mL Ethanol 

tropfenweise Ethylendiamin gegeben. Das Reaktionsgemisch wurde für 16 h unter 

Rückfluss erhitzt. Nach Entfernen des Lösungsmittels im Vakuum wurde der Rückstand in 

Wasser aufgenommen und 2 x mit je 15 mL DCM extrahiert. Die vereinigten organischen 

Phasen wurden 2 x mit Wasser gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Das Produkt 

wurde nach Entfernen des Lösungsmittels als blassrosa Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.96 g (1.98 mmol, 95 %)  Literatur: 79 %[138] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 1.14 (12 H, t, H7,10,11,14, J = 6.8 Hz), 2.38 (2 H, t, H16, J = 6.4 Hz), 

3.17 (2 H, t, H15, J = 6.8 Hz), 3.31 (8 H, q, H8,9,12,13, J = 6.9 Hz),  

6.24-6.42 (6 H, m, H1-3,4-6), 7.05-7.09 (1 H, m, H20), 7.40-7.45  

(2 H, m, H18,19), 7.86-7.90 (1 H, m, H17) ppm. 
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4.3.1.9. N-(2-Aminoethyl)-5-(dimethylamino)naphthalen-1-sulfonamid (23) 

 

     

 

 

 

+  
 

 

 

 20 

269.74 
 

18 

60.10 
 

23 

293.39 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[102,107,139] 

Dansylchlorid 20 0.10 g  0.37 mmol 

Ethylendiamin 18 3.00 g 3.4 mL 50.00 mmol 

 

Eine Lösung aus 20 in 10 mL DCM wurde zu einer gerührten Lösung aus 18 in 2 mL DCM 

in einem 50 mL-Rundkolben bei 0 °C langsam hinzugetropft. Das Reaktionsgemisch 

wurde unter Rühren innerhalb von 1 h auf Raumtemperatur erwärmt. Die Lösung wurde 

anschließend mit 24 %iger Salzsäure angesäuert und 2 x mit je 20 mL DCM extrahiert. Die 

wässrige Phase wurde mit 10 M Natronlauge auf pH 9 eingestellt und erneut 2 x mit je 

20 mL DCM extrahiert. Die organischen Phasen wurden über Na2SO4 getrocknet. Das 

Produkt wurde nach Entfernen des Lösungsmittels als gelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

44.1 mg (0.15 mmol, 41 %)  Literatur: 92 %[139] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 2.70 (2 H, t, H10, J = 6.4 Hz), 2.87-2.91 (8 H, m, H7-9), 7.17 (1 H, d, H1,  

J = 7.6 Hz), 7.48-7.57 (2 H, m, H2,5), 8.23-8.29 (2 H, m, H3,6), 8.52 (1 H, d, H4,  

J = 8.4 Hz) ppm. 
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4.3.1.10. 1-(2-Aminoethyl)-3-(3’,6’-dihydroxy-2-oxo-3H-spiro[isobenzofuran-1,9’-

xanthen]-5-yl)thioharnstoff (24) 

 

     

 

 

 

+  
 

 

 

 21 

389.38 
 

18 

60.10 
 

24 

449.48 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[102,107,140] 

Fluoresceinisothiocyanat 21 63.0 mg  0.16 mmol 

Ethylendiamin 18 9.6 mg 10.7 µL 0.16 mmol 

 

In einem 25 mL-Rundkolben wurde eine Lösung aus 18 in 5 mL Methanol tropfenweise 

zu einer Lösung aus 21 in 3 mL Methanol gegeben. Die Reaktionslösung wurde für 3 h 

bei Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel wurde am Rotationsverdampfer 

entfernt und der Rückstand in Methanol suspendiert. Das orange Produkt wurde 

abfiltriert und im Vakuum getrocknet. 

 

Ausbeute 

61.3 mg (0.14 mmol, 85 %)  Literatur: 97 %[140] 

 

1H-NMR (D2O, 400 MHz) 

 

δ = 3.16 (2 H, t, H11, J = 6.3 Hz), 3.83 (2 H, t, H10, J = 5.7 Hz), 6.56-6.60 (4 

H, m, H2,3,4,5), 7.14-7.24 (3 H, m, H1,6,7), 7.42 (1 H, d, H8, J = 8.0 Hz), 7.61 

(1 H, s, H9) ppm. 
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4.3.1.11. N-(2-Aminoethyl)ferrocenamid (27) (METHODE A) 

 

     

    

 

 

+ 
   

+  
 

 

 25 

230.04 
 

28 

126.92 
 

26 

248.49 

 18 

60.10 

 27 

272.13 
 

     

    

 

Ansatz und Durchführung[200,201] 

Ferrocencarbonsäure 25 0.20 g  0.87 mmol 

Oxalylchlorid 28 0.30 g 0.2 mL 2.36 mmol 

Ethylendiamin 18 0.47 g 0.5 mL 7.82 mmol 

 

Zu einer Lösung aus der Carbonsäure 25 in 12 mL DCM wurde tropfenweise Oxalylchlorid 

gegeben. Die Lösung wurde für 2 h bei Raumtemperatur gerührt. Nach Entfernen des 

Lösungsmittels im Vakuum wurde der rot-braune Rückstand in 6 mL DCM aufgenommen 

und tropfenweise über 30 min mit einer Lösung aus Ethylendiamin in 6 mL DCM versetzt. 

Das Reaktionsgemisch wurde erneut für 2 h bei Raumtemperatur gerührt und 

anschließend 2 x mit je 50 mL Kalilauge (10 % w/w) gewaschen. Die wässrige Phase 

wurde 2 x mit je 20 mL DCM extrahiert. Die vereinigten organischen Phasen wurden bis 

zur Trockne eingeengt. Das erhaltene Rohprodukt wurde zunächst mit Ethylacetat / 

Hexan (1 : 9) gewaschen und anschließend in Wasser gelöst und filtriert. Nach Entfernen 

des Lösungsmittels im Vakuum wurde das Produkt als oranger Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.17 g (0.63 mmol, 72 %)  Literatur: 70 %[200] 

 

Analytik 

vgl. Abschnitt 4.3.1.12 (Methode B) 
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4.3.1.12. N-(2-Aminoethyl)ferrocenamid (27) (METHODE B) 

 

     

    

 

 

+ PCl5 
  

+  
 

 

 25 

230.04 
 

29 

208.22 
 

26 

248.49 

 18 

60.10 

 27 

272.13 
 

     

    

 

Ansatz und Durchführung[202,203] 

Ferrocencarbonsäure 25 0.23 g  1.00 mmol 

Phosphorpentachlorid 29 0.21 g  1.00 mmol 

Ethylendiamin 18 1.17 g 1.3 mL 19.47 mmol 

 

Phosphorpentachlorid wurde unter Argon bei Raumtemperatur über 1.5 h in kleinen 

Portionen zu einer gerührten Lösung aus 25 in absolutiertem DCM gegeben. Nach 

beendeter Zugabe wurde das Reaktionsgemisch für weitere 1.5 h gerührt. Anschließend 

wurde die Lösung zügig 4 x mit je 25 mL Wasser gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. 

Die rote Lösung wurde unter Argon über 2 h zu einer gerührten Lösung aus 18 in 25 mL 

absolutiertem DCM in einem zweiten Kolben getropft. Die Reaktionslösung wurde 

anschließend filtriert und das Filtrat wurde 2 x mit je 50 mL Wasser gewaschen. Die 

organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und im Vakuum bis zur Trockne 

eingeengt. Der Rückstand wurde mit Ethylacetat / Hexan (1 : 9) gewaschen, in Wasser 

gelöst und filtriert. Nach Entfernen des Lösungsmittels wurde das Produkt als orange-

brauner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

31.7 mg (0.12 mmol, 13 %)  Literatur: 70 %[203] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 1.45 (2 H, br s, H13), 2.91 (2 H, t, H12, J = 5.8 Hz), 3.42 (2 H, q, H11,  

J = 5.8 Hz), 4.20 (5 H, s, H1-5), 4.31-4.35 (2 H, m, H7,8), 4.67-4.69 (2 H, m, 

H6,9), 6.23 (1 H, s, H10) ppm. 

 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 273.0680 [M+H]+  (berechnet: 273.0685)  
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4.3.1.13. 1,1’-Bis(N,N’-(2-Aminoethyl))ferrocenamid (32) (METHODE A) 

    

    

 

+ 
 

 + 

  
 

30 

274.05 
 

28 

126.92 
 

 34 

160.22 

 32 

358.22 

    

    

 

Ansatz und Durchführung[201] 

Ferrocendicarbonsäure 30 0.10 g  0.36 mmol 

Oxalylchlorid 28 0.25 g 0.2 mL 1.97 mmol 

Boc-Ethylendiamin 34 0.29 g  1.80 mmol 

 

Die Carbonsäure 30 wurde in 10 mL DCM suspendiert und bei Raumtemperatur 

tropfenweise mit Oxalylchlorid versetzt. Anschließend wurde die Reaktion für 1 h gerührt. 

Nach beendeter Reaktion wurde die Lösung des Säurechlorids über 1 h zu einer zweiten 

Lösung aus 34 in 6 mL DCM getropft. Das Reaktionsgemisch wurde anschließend filtriert, 

2 x mit je 50 mL Kalilauge (10 % w/w) gewaschen und im Vakuum bis zur Trockne 

eingeengt (Rohausbeute 32a: 0.21 g, 0.38 mmol, 105 %). Der Rückstand wurde in 4 mL 

TFA gelöst und für 30 min bei Raumtemperatur gerührt. Nach Entfernen der 

überschüssigen Trifluoressigsäure und spektroskopischer Untersuchung des Rückstandes 

konnte kein Produkt gefunden werden. 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

32a: δ = 1.44 (18 H, s, H13-18), 3.34-3.44 (4 H, m, 

H9,11), 3.50-3.57 (4 H, m, H10,12), 4.39 (4 H, t, H1-4,  

J = 1.8 Hz), 4.55 (4 H, t, H5-8, J = 1.8 Hz) ppm. 

 

 

 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 559.2281 [32a+H]+  (berechnet: 559.2214)  
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4.3.1.14. 1,1’-Bis(N,N’-(2-Aminoethyl))ferrocenamid (32) (METHODE B) 

    

 

 

+ 

 

 
 

30 

274.05 
 

36 

396.37 
 

32 

358.22 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[205] 

Ferrocendicarbonsäure 30 1.00 g  3.65 mmol 

Fmoc-Ethylendiamin 36 2.89 g  7.30 mmol 

HATU  2.78 g  7.30 mmol 

DIPEA  2.12 g 2.9 mL 16.43 mmol 

 

In einem 250 mL-Schlenkkolben wurde unter Argon zu einer Lösung der Carbonsäure 30 

in 70 mL frisch destilliertem DCM HATU und 1.3 mL DIPEA gegeben. Nach Rühren für  

15 min bei Raumtemperatur wurde die Lösung filtriert und erneut unter 

Argonatmosphäre gesetzt. Das Gemisch wurde auf 0 °C abgekühlt und anschließend 

mit einer Lösung aus 36 und 1.6 mL DIPEA in 30 mL DCM versetzt. Die Reaktionslösung 

wurde auf Raumtemperatur erwärmt und für 4 h gerührt. Nach beendeter Reaktion 

wurde die Lösung mit 140 mL DCM verdünnt und mit jeweils 70 mL H2O (3 x), NaHCO3 

und 0.1 M HCl gewaschen. Die organische Phase wurde über Na2SO4 getrocknet und 

das Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt (Ausbeute 32b: 2.29 g, 2.85 mmol, 78 %). 

Der Rückstand wurde erneut unter Argon in 50 mL DCM aufgenommen und mit 

ebenfalls 50 mL Piperidin versetzt. Die Reaktionslösung wurde für 20 min bei 

Raumtemperatur gerührt. Nach Entfernen des Lösungsmittels wurde der Rückstand 

tropfenweise mit kaltem Methanol versetzt. Der farblose Feststoff wurde abfiltriert und 

das Lösungsmittel im Vakuum entfernt. Nach Aufreinigung des braunen Rückstandes 

mittels RP-HPLC konnte das Produkt als orange-braunes Piperidinhydrochlorid erhalten 

werden. 

 

Ausbeute 

0.42 g (1.17 mmol, 47 %)  Literatur: 74 %[205] 
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RP-HPLC 

Stationäre Phase: C18-Säule, 10 µm, 10 x 250 mm 

Eluent: Methanol (isokratisch) 

Durchflussrate: 4 mL min-1 

 

Retentionszeit und Wellenlänge 

3 min / 280 und 440 nm 

 

1H-NMR (CD3OD, 400 MHz) 

32: δ = 3.19 (4 H, t, H10,12, J = 5.8 Hz), 3.61 (4 H, t, H9,12,  

J = 5.8 Hz), 4.49 (4 H, t, H1-4, J = 2.0 Hz), 4.82 (4 H, t, H5-8,  

J = 2.0 Hz) ppm. 

1.64-1.80 (6 H, m, H14-16), 3.10-3.20 (4 H, m, H13,17) ppm. 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

32b: δ = 3.28-3.57 (8 H, m, H9,10,13,14), 

4.16 (2 H, t, H12,16, J = 4.2 Hz), 4.28-4.44 

(8 H, m, H1-4,11,15), 4.51 (4 H, br s, H5-8), 

7.22 (4 H, t, H18,23,26,31, J = 7.0 Hz),  

7.33 (4 H, t, H19,22,27,30, J = 7.3 Hz), 7.55 (4 

H, d, H17,24,25,32, J = 7,4 Hz), 7.70  

(4 H, d, H20,21,28,29, J = 7.5 Hz) ppm. 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 359.1214 [32+H]+  (berechnet: 359.1165) 

  86.1004 [Piperidin+H]+ (berechnet: 86.0964) 

 

CHN 

C16H22FeN4O2 • 7 CH3OH • 6 C5H12ClN 

gefunden:  48.15 % C 11.02 % N 9.34 % H 

berechnet:  48.51 % C 10.67 % N 9.37 % H 
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4.3.1.15. N-tert-Butoxycarbonylethan-1,2-diamin (34) 

       

  + 
   

 

 
18 

60.10 
 

33 

218.25 
 

34 

160.22 
 

       

 

Ansatz und Durchführung[204] 

Ethylendiamin 18 5.25 g 5.83 mL 87.35 mmol 

Di-tbutyldicarbonat 33 2.45 g  11.23 mmol 

 

Eine Lösung aus 33 in 30 mL 1,4-Dioxan wurde über 2 h zu einer Lösung aus Ethylendiamin 

in 30 mL 1,4-Dioxan hinzugetropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 23 h bei 

Raumtemperatur gerührt. Das Lösungsmittel wurde im Vakuum entfernt und der 

Rückstand in Wasser aufgenommen. Das unlösliche zweifach geschützte Produkt wurde 

abfiltriert. Das Filtrat wurde anschließend 3 x mit je 50 mL DCM extrahiert. Nach Entfernen 

des Lösungsmittels im Vakuum wurde das Produkt als gelbliches Öl erhalten. 

 

Ausbeute 

1.26 g (7.86 mmol, 70 %)  Literatur: 90 %[204] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 1.17 (2 H, s, H1), 1.37 (9 H, s, H5-7), 2.72 (2 H, t, H2, J = 5.9 Hz),  

3.09 (2 H, q, H3, J = 5.7 Hz), 5.12 (1 H, br s, H4) ppm. 
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4.3.1.16. N-Fluorenylmethoxycarbonyl-N‘-tert-butoxycarbonylethan-1,2-diamin (35) 

       

 

 

+ 

 

 

 

 

 
34 

160.22 
 

2 

258.70 
 

35 

382.46 
 

       

 

Ansatz und Durchführung[206] 

Boc-Ethylendiamin 34 1.00 g  6.24 mmol 

Fmoc-Chlorid 2 1.81 g  7.00 mmol 

Natriumcarbonat  2.01 g  19.00 mmol 

 

Eine Lösung aus 34 in 13 mL THF wurde zu einer Lösung aus Natriumcarbonat in 13 mL 

Wasser gegeben. Das Fmoc-Chlorid wurde anschließend hinzugegeben und die Lösung 

wurde für 12 h bei Raumtemperatur gerührt. Nach beendeter Reaktion wurde das 

Reaktionsgemisch mit 30 mL Wasser verdünnt und 3 x mit je 30 mL Ethylacetat extrahiert. 

Die vereinigten organischen Phasen wurden 2 x mit je 10 mL Wasser gewaschen und 

über Na2SO4 getrocknet. Nach Entfernen des Lösungsmittels im Vakuum wurde das 

Produkt als weißer Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

2.10 g (5.49 mmol, 88 %)  Literatur: 76 %[206] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

δ = 1.43 (9 H, s, H1-3), 3.25-3.28 (4 H, m, H5,6), 4.19 (1 H, t, H9, 

J = 7.0 Hz), 4.39 (2 H, d, H8, J = 6.8 Hz), 4.81 (1 H, br s, H7), 

5.21 (1 H, br s, H4), 7.30 (2 H, t, H11,16, J = 7.4 Hz), 7.39 (2 H, t, 

H12,15, J = 7.5 Hz), 7.58 (2 H, d, H10,17, J = 7.4 Hz), 7.75 (2 H, d, 

H13,14, J = 7.5 Hz) ppm. 
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4.3.1.17. N-Fluorenylmethoxycarbonylethan-1,2-diamin-Trifluoracetat (36) 

     

 

 

 

 

 

 
35 

382.46 
 

36 

396.37 
 

     

 

Ansatz und Durchführung[206] 

N-Fmoc-N‘-Boc-Ethylendiamin 35 2.10 g  5.49 mmol 

 

Das Ethylendiamin 35 wurde in 6 mL TFA gelöst und für 2 h bei Raumtemperatur gerührt. 

Die überschüssige Trifluoressigsäure wurde im Vakuum entfernt und der Rückstand 

wurde aus DCM umkristallisiert. Nach Filtration konnte das Produkt als weißer Feststoff 

erhalten werden. 

 

Ausbeute 

1.96 g (4.94 mmol, 90 %)  Literatur: 91 %[206] 

 

1H-NMR (CD3OD, 400 MHz) 

δ = 3.03 (2 H, t, H1, J = 5.8 Hz), 3.38 (2 H, t, H2, J = 5.9 Hz), 4.21 (1 H, 

t, H4, J = 6.5 Hz), 4.42 (2 H, d, H3, J = 6.6 Hz), 7.31 (2 H, t, H6,11,  

J = 7.9 Hz), 7.39 (2 H, t, H7,10, J = 7.4 Hz), 7.65 (2 H, d, H5,12,  

J = 7.4 Hz), 7.80 (2 H, d, H8,9, J = 7.5 Hz) ppm. 
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4.3.1.18. Natrium[(ethylendiamintetracetato)ferrat(III)]-Trihydrat (42) 

     

 

 
 

 

 

 
41 

336.21 
 

42 

421.09 
 

     

 

Ansatz und Durchführung[246] 

Natriumethylendiamintetraessigsäure 41 3.36 g  10 mmol 

Eisen(II)-chlorid-Hexahydrat  2.43 g  9 mmol 

Natriumhydroxid  0.40 g  10 mmol 

 

Natriumhydroxid und EDTA 41 wurden unter leichtem Erwärmen in 10 mL Wasser gelöst. 

Nach Zugabe von Eisen(III)-chlorid in 5 mL Wasser wurde das Reaktionsgemisch solange 

erhitzt bis das Produkt begann auszufallen. Die Lösung wurde auf Raumtemperatur 

abgekühlt, der Feststoff abfiltriert und mit Ethanol gewaschen. Das Produkt konnte nach 

Lösen in Wasser und Fällung mit Aceton als gelber, kristalliner Feststoff erhalten werden. 

 

Ausbeute 

2.65 g (6.30 mmol, 70 %) 

 

CHN 

C10H18FeN2NaO11 

gefunden:  28.52 % C 4.28 % N 6.60 % H 

berechnet:  28.52 % C 4.31 % N 6.65 % H 
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4.3.1.19. ((N2-Boc)-(N3-Fmoc)-2,3-diaminopropanoyl)-β-alanyl-histidyl(Mtt)-seryl(tBu)-

seryl(tBu)-Harz (Fmoc-P-NH-Harz / Fmoc-P2-NH-Harz)) 

     

 

 

 

     

 

Ansatz und Durchführung[105] 

Rink-Amid MBHA-Harz  200.0 mg  118.0 µmol 

Fmoc-Serin(tBu)  181.5 mg  472.0 µmol 

Fmoc-Histidin(Mtt)  299.1 mg  472.0 µmol 

Fmoc-β-Alanin  147.0 mg  472.0 µmol 

Diaminopropansäure 3 201.2 mg  472.0 µmol 

PyBOP  245.6 mg  472.0 µmol 

 

Das Peptidgrundgerüst wurde mittels Fmoc-Strategie durch manuelle Festphasen-

Peptidsynthese aufgebaut. Das Rink-Amid MBHA-Harz (Beladung: 0.59 mmol/g) diente 

in einer 10 mL-Spritze aus Polypropylen mit Fritte als Festphase. Nach Trocknung aller 

Edukte im Vakuum für 1 h wurde das Harz für 1 h in 2 mL DMF aufgeschwemmt. Die 

Entschützungen wurden in je 2 mL 20 % Piperidin / DMF für 20-30 min und die 

Kopplungsschritte in DMF für 2 h unter Schütteln durchgeführt. Nach jedem Schritt wurde 

mit 5 x 2 mL DMF gewaschen. Für einen Ansatz von 200 mg des Harzes wurden jeweils 

vier Äquivalente der geschützten Aminosäure und des Aktivierungsreagenz‘ PyBOP 

sowie 200 µL DIPEA zur Kopplung in 2–3 mL DMF verwendet. Nach dem letzten 

Kopplungsschritt wurde das Peptid 5 x mit je 2 mL DMF gewaschen, im Vakuum 

getrocknet und zur späteren Verwendung bei -20 °C gelagert (vgl. Abschnitt 4.3.1.20). 

Das Peptid Fmoc-P2-NH-Harz wurde analog vorbereitet. 
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4.3.1.20. R-2,3-diaminopropanoyl-β-alanylhistidylserylserylamid (P-R) 

     

 

 
 

P-NH2: R = H 

485.50 
  

 

 

 

 

 
 

 

 

 

 

 

P-RhB  

R = Rhodamin B 19 

911.05 
 

P-Dns  

R = Dansyl 20 

718.79 
 

P-FITC 

R = Fluorescein 21 

874.88 
 

P-Phen 

R = Phenanthrolin 40 

691.71 
 

 

 

 
  

 

 

 

P-BODIPY 

R = BODIPY 12 

779.57 

P-DPMe 

R = Dipyrromethen 11 

731.77 

P-DPMa 

R = Dipyrromethan 10 

733.79 

P-Fc 

R = Ferrocen 25 

697.53 

 

     

 

Ansatz und Durchführung[105] 

Fmoc-P-NH-Harz  200.0 mg  118.0 µmol 

Rhodamin B 19 226.1 mg  472.0 µmol 

Dansylchlorid 20 127.3 mg  472.0 µmol 

Fluoresceinisothiocyanat (Isomer I) 21 183.8 mg  472.0 µmol 

5-Phenanthrolincarbonsäure 40 105.8 mg  472.0 µmol 

BODIPY 12 147.3 mg  472.0 µmol 

Dipyrromethan 10 125.7 mg  472.0 µmol 

Ferrocencarbonsäure 25 108.6 mg  472.0 µmol 

PyBOP  245.6 mg  472.0 µmol 
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Für alle Peptide wurde jeweils ein Ansatz von 200 mg von Fmoc-P-NH-Harz, bezogen auf 

die eingesetzte Menge des Rink-Amid MBHA-Harzes, funktionalisiert. Die Kopplungen 

von Rhodamin B (19), der Carbonsäuren 25 und 40, des BODIPY-Farbstoffes 12 sowie der 

Vorstufe 10 erfolgte analog zur Synthesebeschreibung unter Abschnitt 4.3.1.19. Für das 

Dansylchlorid 20 wurden als tertiäre Base 200 µL Triethylamin anstelle von DIPEA 

verwendet. Ein zusätzliches Aktivierungsreagenz wurde hierbei und für die Kopplung des 

Fluoresceins 21 nicht benötigt, da beide Verbindungen bereits aktiviert sind. 

Nach den Kopplungen bzw. der Fmoc-Abspaltung für das Peptid P-NH2 wurden die 

Harze jeweils 5 x mit je 2 mL DMF und je 2 mL DCM gewaschen und anschließend für  

2 h im Vakuum getrocknet. Die Abspaltung der Schutzgruppen sowie der Peptide vom 

Harz wurde mit 2 mL TFA / H2O / TIPS (bzw. Phenol statt TIPS für P-Fc) (95 : 2.5 : 2.5) 

innerhalb von 2 h durchgeführt. Nach Entfernen der Abspaltlösung aus der Spritze 

wurden die Peptide durch Zugabe von 20 mL kaltem Diethylether ausgefällt. Die 

Suspensionen wurden zentrifugiert, die Lösungsmittel abdekantiert und die Rückstände 

2 x mit je 20 mL Ether gewaschen. Die Aufreinigung der Peptide erfolgte über RP-HPLC. 

 

RP-HPLC 

Stationäre Phase: C18-Säule, 10 µm, 10 x 250 mm 

Eluent: 0.1 % TFA in H2O (A) / 0.1 % TFA in Acetonitril (B) 

Gradient: 5–50 % B in 30 min, 50 % B für 3 min, zurück zu 5 % B in 2 min, 5 % B für 5 min 

Durchflussrate: 4 mL min-1 

 

Retentionszeiten und Wellenlängen 

P-NH2: 4.8 min / 280 nm 

P-RhB: 19.4 min (Lactam-Form) und 26.3 min (offene Form) / 280 und 552 nm 

P-Dns: 10.1 min / 280 und 330 nm 

P-FITC: 18.4 min / 280 und 488 nm 

P-Phen: 6.9 min / 220 und 330 nm 

P-BODIPY: 16.0 min / 220 und 500 nm 

P-DPMe: 10.5 min / 220 und 500 nm (bei der Reinigung von P-BODIPY isoliert) 

P-DPMa: nicht detektiert (zerfällt zu Verbindung 16 (13.0 min) und 17 (11.5 min)) 

P-Fc:  11.2 min / 280 und 440 nm 
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Ausbeuten (UV/Vis-Spektroskopie vgl. Abschnitt 4.5) 

P-NH2: 14.6 mg (30.1 µmol, 26 %) 

P-RhB: 47.3 mg (46.2 µmol, 30 %) 

P-Dns: 44.6 mg (62.0 µmol, 53 %) 

P-FITC: 3.4 mg (3.9 µmol, 3 %) 

P-Phen: 48.4 mg (70.0 µmol, 59 %) 

P-BODIPY: 7.9 mg (10.1 µmol, 8 %) 

P-DPMe: 19.1 mg (26.1 µmol, 22 %) 

P-Fc:  41.8 mg (60.0 µmol, 51 %) 

 

ESI-MS (+) 

P-NH2: m/z = 486.2441 [M+H]+  (berechnet: 486.2419) 

P-RhB: m/z = 910.4592 [MLactam+H]+  (berechnet: 910.4570) 

P-Dns: m/z = 719.2906 [M+H]+  (berechnet: 719.2930) 

P-FITC: m/z = 875.2719 [M+H]+  (berechnet: 875.2777) 

P-Phen: m/z = 692.2922 [M+H]+  (berechnet: 692.2899) 

P-BODIPY: m/z = 780.3197 [M+H]+  (berechnet: 780.3195) 

P-DPMe: m/z = 732.3240 [M+H]+  (berechnet: 732.3212) 

P-Fc:  m/z = 698.2348 [M+H]+  (berechnet: 698.2344) 

 

Anmerkungen 

Das Peptid P-DPMa konnte nicht isoliert werden, da es laut ESI-MS zu den Verbindungen 

16 und 17 zerfällt. 

  

16 

m/z = 669.3100 [16+H]+ 

(berechnet: 669.3103) 

17 

m/z = 667.2959 [17]+ 

(berechnet: 667.2947) 

 

Das Peptid P-DPMe wurde nicht synthetisiert, sondern konnte während der Reinigung 

von P-BODIPY isoliert werden. 
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4.3.1.21. R-2,3-diaminopropanoyl-β-alanylhistidylserylseryl-2,3-diaminopropanoyl- 

β-alanylhistidylamid (P2-R) 

     

 

 
 

P2-NH2: R = H 

779.82 
  

  

 

  

  

P2-Fc 

R = Ferrocen 25 

991.85 

  

     

 

Ansatz und Durchführung[105] 

Rink-Amid MBHA-Harz  200.0 mg  118.0 µmol 

Fmoc-Serin(tBu)  181.5 mg  472.0 µmol 

Fmoc-Histidin(Mtt)  299.1 mg  472.0 µmol 

Fmoc-β-Alanin  147.0 mg  472.0 µmol 

Diaminopropansäure 3 201.2 mg  472.0 µmol 

Ferrocencarbonsäure 25 108.6 mg  472.0 µmol 

PyBOP  245.6 mg  472.0 µmol 

 

Die Synthese der Peptide erfolgte analog zu Abschnitt 4.3.1.19, wobei die 

Aminosäuresequenz um die Einheit 2,3-Diaminopropanoyl-β-alanylhistidin erweitert 

wurde. Für die Abspaltung des Peptids P2-NH2 wurde ein Gemisch aus TFA / H2O / TIPS 

und für P2-Fc ein Gemisch aus TFA / H2O / Phenol (jeweils 95 : 2.5 : 2.5) verwendet. Die 

Aufreinigung der gefällten Peptide erfolgte mittels RP-HPLC. 

 

RP-HPLC 

Stationäre Phase: C18-Säule, 10 µm, 10 x 250 mm 

Eluent: 0.1 % TFA in H2O (A) / 0.1 % TFA in Acetonitril (B) 

Gradient: 5–50 % B in 30 min, 50 % B für 3 min, zurück zu 5 % B in 2 min, 5 % B für 5 min 

Durchflussrate: 4 mL min-1 
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Retentionszeiten und Wellenlängen 

P2-NH2: 5.1 min / 280 nm 

P2-Fc: 12.7 min / 280 und 440 nm 

 

Ausbeuten (UV/Vis-Spektroskopie vgl. Abschnitt 4.5) 

P2-NH2: 8.8 mg (11.3 µmol, 10 %) 

P2-Fc: 17.0 mg (17.1 µmol, 15 %) 

 

ESI-MS (+) 

P2-NH2: m/z = 780.3873 [M+H]+  (berechnet: 780.3860) 

P2-Fc: m/z = 992.3757 [M+H]+  (berechnet: 992.3784) 
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4.3.1.22. 1,1’-Bis(2,3-diaminopropanoyl-β-alanylhistidylserylserylamid)ferrocenamid 

(P-Fc-P) 

     

 

 

 

  
P-Fc-P 

1208.44 
  

     

 

Ansatz und Durchführung[105] 

Rink-Amid MBHA-Harz  200.0 mg  118.0 µmol 

Fmoc-Serin(tBu)  181.5 mg  472.0 µmol 

Fmoc-Histidin(Mtt)  299.1 mg  472.0 µmol 

Fmoc-β-Alanin  147.0 mg  472.0 µmol 

Diaminopropansäure 3 201.2 mg  472.0 µmol 

Ferrocencarbonsäure 30 16.2 mg  472.0 µmol 

PyBOP  245.6 mg  472.0 µmol 

 

Analog zur Synthesevorschrift in Abschnitt 4.3.1.19 wurde zunächst das Peptid  

Fmoc-P-NH-Harz aufgebaut. Entgegen der typischen Peptidsynthese wurde jedoch für 

die Kopplung der Ferrocencarbonsäure 30 diese mit 0.5 Äquivalenten im Unterschuss 

eingesetzt, damit ein Ferrocen- mit zwei Peptidmolekülen reagieren kann. Zur 

Verbesserung der Ausbeute wurde die Reaktionszeit auf 5 h verlängert. Die Abspaltung 

wurde erneut mit TFA / H2O / TIPS (95 : 2.5 : 2.5) und die anschließende Aufreinigung 

mittels RP-HPLC durchgeführt. 

 

RP-HPLC 

Stationäre Phase: C18-Säule, 10 µm, 10 x 250 mm 

Eluent: 0.1 % TFA in H2O (A) / 0.1 % TFA in Acetonitril (B) 

Gradient: 5–50 % B in 30 min, 50 % B für 3 min, zurück zu 5 % B in 2 min, 5 % B für 5 min 

Durchflussrate: 4 mL min-1 
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Retentionszeit und Wellenlängen 

8.2 min / 280 und 440 nm 

 

Ausbeute (UV/Vis-Spektroskopie vgl. Abschnitt 4.5) 

9.0 mg (7.5 µmol, 6 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 1209.4485 [M+H]+  (berechnet: 1209.4483) 
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4.3.1.23. Kupfer(II)- und Nickel(II)-Komplexe der ATCUN-Peptide 

Durchführung 

Zu 500 µL einer 1 mM Lösung der Peptide in 10 mM Tris-HCl-Puffer (pH 7.4) wurden 500 µL 

einer 0.8 mM (1 : 1-Komplexe) bzw. 1.6 mM (1 : 2-Komplexe) Lösung Kupfer(II)-chlorid-

Dihydrat bzw. Nickel(II)-chlorid-Hexahydrat gegeben. Die Lösungen wurden für 24 h bei 

Raumtemperatur inkubiert und bis zum Gebrauch bei -20 °C gelagert. 

Für die Komplexe des Peptids P-Phen wurde zunächst die Peptidlösung mit einer Lösung 

des Kupfer(II)- bzw. Nickel(II)-Salzes für 30 min bei Raumtemperatur inkubiert. Da die 

Assoziationskonstante des ATCUN-Komplexes größer ist, wurde erst im zweiten Schritt 

diese Lösung mit einer 0.8 mM Lösung des Komplexes Cu(37) versetzt und für 24 h bei 

Raumtemperatur inkubiert. 

 

ESI-MS (+) 

Cu(P-NH2):   m/z = 547.1553 [M+H]+  (berechnet: 547.1559) 

Cu2(P2-NH2):   m/z = 451.6069 [M+2H]2+  (berechnet: 451.6106) 

Cu(P-RhB):   m/z = 971.3707 [MLactam+H]+  (berechnet: 971.3710) 

Cu(P-Dns):   m/z = 780.2089 [M+H]+  (berechnet: 780.2069) 

Cu(P-FITC):   m/z = 958.1742 [M+H]+  (berechnet: 958.1746) 

 

Cu(P-Fc):   m/z = 759.1498 [M+H]+  (berechnet: 759.1483) 

Cu(P2-Fc):   m/z = 557.6063 [M+2H]2+  (berechnet: 557.6068) 

Cu(P-Fc-P):   m/z = 666.1430 [M+2H]2+  (berechnet: 666.1417) 

 

Cu(phen)(P-Phen):  m/z = 467.1425 [M-2 NO3]2+  (berechnet: 467.1400) 

Cu(phen)Cu(P-Phen): m/z = 497.5938 [M-2 NO3]2+  (berechnet: 497.5969) 

Cu(P-Phen):   m/z = 753.2048 [M+H]+  (berechnet: 753.2039) 

Cu2(P-Phen):  m/z = 407.5635 [M-2 Cl]2+  (berechnet: 407.5626) 

Cu(phen)Ni(P-Phen): m/z = 495.1043 [M-2 NO3]2+  (berechnet: 495.0998) 

Ni(P-Phen):   m/z = 748.2092 [M+H]+  (berechnet: 748.2096) 

Ni2(P-Phen):   m/z = 840.1073 [M-Cl]+  (berechnet: 840.1060) 
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4.3.2. 2,9-Disubstituierte Phenanthroline 

4.3.2.1. 1,10-Phenanthrolin-2,9-dicarboxaldehyd (44) 

    

 

 

 
 

 

 

 
43 

208.26 
 

44 

236.23 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[281] 

Neocuproin 43 10.00 g  48.02 mmol 

Selen(IV)-oxid  25.00 g  225.31 mmol 

 

In einem 1 L-Rundkolben wurden Neocuproin und Selen(IV)-oxid in einem Gemisch aus  

1,4-Dioxan (643.2 mL) und Wasser (4 % = 26.8 mL) gelöst und für 2 h unter Rückfluss erhitzt. 

Die Reaktionslösung wurde heiß über Celite filtriert. Nach dreimaliger Umkristallisation 

des ausgefallenen Feststoffs aus 1,4-Dioxan / Wasser (4 %) wurde das Produkt als 

hellgelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

5.37 g (22.73 mmol, 47 %)  Literatur: 70 %[281] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 8.28 (2 H, s, H4,5), 8.31 (2 H, d, H3,6, J = 8.2 Hz), 8.79 (2 H, d, H2,7, J = 8.2 Hz), 

10.35 (2 H, s, H1,8) ppm. 
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4.3.2.2. 1,10-Phenanthrolin-2,9-dicarbonsäure (45) 

    

 

 

 

 

 

 

 
44 

236.23 
 

45 

268.23 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[281] 

Dicarboxaldehyd 44 0.50 g  2.12 mmol 

 

Der Dialdehyd 44 wurde in 14 mL Salpetersäure (65 %) gelöst und für 3 h unter Rückfluss 

erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurde die Lösung auf Eis gegeben und der 

Niederschlag wurde abfiltriert. Nach Umkristallisation aus Acetonitril konnte das Produkt 

als hellgelber Feststoff erhalten werden. 

 

Ausbeute 

0.35 g (1.31 mmol, 62 %)  Literatur: 61 %[281] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 8.18 (2 H, s, H3,4), 8.38 (2 H, d, H1,6, J = 8.3 Hz), 8.70 (2 H, d, H2,5,  

J = 8.3 Hz) ppm. 
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4.3.2.3. 9-Methoxycarbonyl-1,10-phenanthrolin-2-carbonsäure (46) 

    

 

 

 

 

 

 

 
45 

268.23 
 

46 

282.26 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Dicarbonsäure 45 0.27 g  0.93 mmol 

 

Nach Umkristallisation der Carbonsäure 45 aus Methanol wurde das Produkt als grün-

gelber, kristalliner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.15 g (0.53 mmol, 57 %) 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 3.99 (3 H, s, H7), 8.18 (2 H, d, H3,4, J = 1.6 Hz), 8.38 (2 H, dd, H1,6,  

J = 8.3, 1.6 Hz), 8.71 (2 H, dd, H2,5, J = 8.3, 1.6 Hz) ppm. 
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4.3.2.4. 2,9-Bis(hydroxymethyl)-1,10-phenanthrolin (47) 

    

 

 

 
 

 

 

 
44 

236.23 
 

47 

240.26 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[281] 

Dicarboxaldehyd 44 2.13 g  9.02 mmol 

Natriumborhydrid  0.43 g  11.28 mmol 

 

Eine Lösung aus 44 und Natriumborhydrid in 215 mL Ethanol wurde für 2 h unter Rückfluss 

erhitzt. Nach Entfernen des Lösungsmittels im Vakuum und Umkristallisation des 

Rückstands wurde das Produkt als hellgelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.98 g (4.08 mmol, 45 %)  Literatur: 68 %[281] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 4.84 (4 H, d, H2,9, J = 4.4 Hz), 5.65 (2 H, t, H1,10, J = 5.3 Hz), 7.83(2 H, d, 

H3,8, J = 8.3 Hz), 7.89 (2 H, s, H5,6), 8.44 (2 H, d, H4,7, J = 8.3 Hz) ppm. 
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4.3.2.5. 2,9-Bis(brommethyl)-1,10-phenanthrolin (48) 

    

 

 

 

 

 

 

 
47 

240.26 
 

48 

366.06 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[282] 

Dialkohol 47 0.64 g  2.66 mmol 

 

Der Dialkohol 47 in 35 mL HBr (33 %) / Eisessig wurde bei 45-50 °C für 20 h gerührt. Nach 

Abkühlen auf Raumtemperatur wurde die Reaktionslösung auf 200 mL Diethylether 

gegeben und der Niederschlag wurde abfiltriert. Der gelbe Feststoff wurde durch Lösen 

in 100 mL gesättigter Natriumcarbonatlösung neutralisiert und anschließend 3 x mit je 

150 mL DCM extrahiert. Nach Entfernen des Lösungsmittels im Vakuum wurde das 

Produkt als gelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.45 g (1.22 mmol, 45 %)  Literatur: 69 %[282] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 4.96 (4 H, s, H1,8), 7.81 (2 H, s, H4,5), 7.90 (2 H, d, H3,6, J = 8.3 Hz), 8.28 (2 H, 

d, H2,7, J = 8.3 Hz) ppm. 
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4.3.2.6. 2,9-Bis(tribrommethyl)-1,10-phenanthrolin (49) 

    

 

 

 
 

 

 

 
43 

208.26 
 

49 

681.64 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[281] 

Neocuproin 43 1.00 g  4.80 mmol 

Natriumacetat  4.40 g  53.64 mmol 

Brom  4.40 g 1.4 mL 27.53 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Neocuproin und Natriumacetat in150 mL Eisessig wurde bei 70 °C 

eine Lösung aus Brom in 20 mL Eisessig über 15 min hinzugetropft. Die Reaktionslösung 

wurde für 2 h bei 70 °C erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurden 100 mL 

Wasser zur Reaktionslösung gegeben und der gebildete Feststoff wurde abfiltriert. Nach 

Umkristallisation aus Methanol wurde das Produkt als gelb-oranger Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

1.27 g (1.86 mmol, 39 %)  Literatur: 76 %[281] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 8.19 (2 H, s, H3,4), 8.50 (2 H, d, H2,5, J = 8.6 Hz), 8.72 (2 H, d, H1,6, J = 8.6 

Hz) ppm. 
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4.3.2.7. [(1,10-Phenanthrolin)(dinitrato)kupfer(II)] (Cu(37)) 

    

 

 

 
 

 

 

 
37 

180.21 
 

Cu(37) 

367.76 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[211] 

Phenanthrolin 37 200.0 mg  1.11 mmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  268.2 mg  1.11 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Phenanthrolin in 9 mL Methanol wurde das Kupfer(II)-Salz in 1 mL 

Methanol unter Rühren hinzugegeben. Nach Erhitzen der Lösung für 10 min unter 

Rückfluss wurde der Niederschlag abfiltriert und getrocknet. Das Produkt wurde als 

dunkelblauer, kristalliner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

320.0 mg (0.87 mmol, 78 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 304.9836 [M-NO3]+  (berechnet: 304.9862) 

 

CHN 

C12H8CuN4O6 

gefunden:  39.30 % C 15.20 % N 2.21 % H 

berechnet:  39.19 % C 15.23 % N 2.19 % H 
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4.3.2.8. [(1,10-Phenanthrolin)(dinitrato)nickel(II)] (Ni(37)) 

    

 

 

 
 

 

 

 
37 

180.21 
 

Ni(37) 

362.91 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Phenanthrolin 37 500.0 mg  2.77 mmol 

Nickel(II)-nitrat-Hexahydrat  805.5 mg  2.77 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Phenanthrolin in 8 mL heißem Ethanol wurde das Nickel(II)-Salz in  

2 mL Ethanol unter Rühren hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde für 30 min unter 

Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurden 30 mL Diethylether 

hinzugegeben und der gebildete Niederschlag wurde abfiltriert. Nach Umkristallisation 

aus Ethanol und Trocknung im Vakuum wurde das Produkt als helllila Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

440.0 mg (1.21 mmol, 44 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 299.9911 [M-NO3]+  (berechnet: 299.9919) 

 

CHN 

C12H8N4NiO6 • 0.25 C2H5OH • 4.5 H2O 

gefunden:  33.12 % C 12.44 % N 4.03 % H 

berechnet:  32.96 % C 12.30 % N 4.09 % H 

 

  



Experimenteller Teil | Synthesen | 2,9-Disubstituierte Phenanthroline 

216 

4.3.2.9.  [Bis(1,10-phenanthrolin)(nitrato)kupfer(II)]-nitrat (Cu(37)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
37 

180.21 
 

Cu(37)2 

547.97 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[211] 

Phenanthrolin 37 200.0 mg  1.11 mmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  135.3 mg  0.56 mmol 

 

In einem 25 mL-Rundkolben wurde zu einer Lösung aus Phenanthrolin in 9 mL Methanol 

das Kupfer(II)-Salz in 1 mL Methanol unter Rühren hinzugegeben. Nach Erhitzen der 

Lösung für 15 min unter Rückfluss wurde der Niederschlag abfiltriert und getrocknet. Das 

Produkt wurde als türkiser, kristalliner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

224.7 mg (0.41 mmol, 73 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 485.0666 [M-NO3]+  (berechnet: 485.0549) 

 

CHN 

C24H16CuN6O6 • CH3OH 

gefunden:  51.65 % C 14.49 % N 3.57 % H 

berechnet:  51.77 % C 14.49 % N 3.48 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C24H16CuN6O6 • CH3OH 

Einkristalle für die Strukturbestimmung durch Röntgenbeugung wurden durch 

Etherdiffusion in eine methanolische Lösung des Komplexes Cu(37)2 erhalten. 
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4.3.2.10. [Bis(1,10-phenanthrolin)(nitrato)nickel(II)]-nitrat (Ni(37)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
37 

180.21 
 

Ni(37)2 

543.12 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Phenanthrolin 37 500.0 mg  2.77 mmol 

Nickel(II)-nitrat-Hexahydrat  401.3 mg  1.38 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Phenanthrolin in 9 mL heißem Ethanol wurde das Nickel(II)-Salz in  

1 mL Ethanol unter Rühren hinzugegeben. Das Reaktionsgemisch wurde für 30 min unter 

Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurde das lila Produkt abfiltriert 

und im Vakuum getrocknet. 

 

Ausbeute 

312.0 mg (0.57 mmol, 41 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 480.0598 [M-NO3]+  (berechnet: 480.0607) 

 

CHN 

C24H16N6NiO6 • H2O 

gefunden:  51.23 % C 14.78 % N 3.29 % H 

berechnet:  51.37 % C 14.98 % N 3.23 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C24H16N6NiO6(CH3OH) 

Einkristalle für die Strukturbestimmung durch Röntgenbeugung wurden durch 

Etherdiffusion in eine methanolische Lösung des Komplexes Ni(37)2 erhalten. 
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4.3.2.11. [Bis(2,9-dimethyl-1,10-phenanthrolin)(nitrato)kupfer(II)]-nitrat (Cu(43)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
43 

208.26 
 

Cu(43)2 

604.08 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[211] 

Neocuproin 43 200.0 mg  0.96 mmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  116.0 mg  0.48 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Neocuproin in 9 mL Methanol wurde unter Rühren das Kupfer(II)-

Salz in 1 mL Methanol hinzugegeben. Anschließend wurde die Lösung für 15 min unter 

Rückfluss erhitzt. Nach Abfiltration und Trocknung des Niederschlags wurde das Produkt 

als limettengrüner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

175.2 mg (0.29 mmol, 60 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 479.1225 [M-2 NO3]+  (berechnet: 479.1297) 

 

CHN 

C28H24CuN6O6 • H2O 

gefunden:  54.06 % C 13.51 % N 4.28 % H 

berechnet:  54.06 % C 13.51 % N 4.21 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C28H24CuN6O6 

Einkristalle für die Strukturbestimmung durch Röntgenbeugung wurden durch 

Etherdiffusion in eine methanolische Lösung des Komplexes Cu(43)2 erhalten. 
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4.3.2.12. [Bis(2,9-dimethyl-1,10-phenanthrolin)(methanol)kupfer(II)]-perchlorat 

(Cu(43)2(ClO4)2) 

    

 

 

  

 

 

 
43 

208.26 
 

Cu(43)2(ClO4)2 

711.09 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Neocuproin 43 200.0 mg  0.96 mmol 

Kupfer(II)-perchlorat-Hexahydrat  177.9 mg  0.48 mmol 

 

Zu einer Lösung aus Neocuproin in 4 mL Methanol wurde unter Rühren das Kupfer(II)-

Salz in 1 mL Methanol hinzugegeben. Anschließend wurde die Lösung für 10 min unter 

Rückfluss erhitzt. Der gebildete Niederschlag wurde durch Zugabe von weiteren 10 mL 

Methanol gelöst und die Lösung wurde erneut für 5 min refluxiert. Nach Abkühlen auf  

-20 °C für 24 h wurde das Produkt in Form von dunkelgrünen Kristallnadeln erhalten. 

 

Ausbeute 

256.0 mg (0.36 mmol, 75 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 479.1238 [M-2 ClO4-MeOH]+  (berechnet: 479.1297) 

 

CHN 

C28H24Cl2CuN4O8 • CH3OH • 0.05 C14H12N2 

gefunden:  49.56 % C 8.25 % N 4.29 % H 

berechnet:  49.45 % C 7.96 % N 4.00 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C28H24Cl2CuN4O8(CH3OH) 

Einkristalle für die Strukturbestimmung wurden durch Kristallisation des Komplexes 

Cu(43)2(ClO4)2 aus einer methanolischen Lösung bei -20 °C erhalten.  
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4.3.2.13. [Bis(1,10-phenanthrolin-2,9-dicarboxaldehyd)kupfer(II)]-nitrat (Cu(44)2) 

    

 

 

 

 

 

 

 
44 

236.23 
 

Cu(44)2 

660.02 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Dialdehyd 44 50.0 mg  211.7 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  25.6 mg  105.8 µmol 
 

Der Ligand 44 wurde in 4 mL heißem Methanol (A) bzw. 6 mL heißem THF (B) gelöst. 

Nach Zugabe des Kupfer(II)-Salzes in 1 mL des entsprechenden Lösungsmittels wurde 

das Reaktionsgemisch für 10-15 min unter Rückfluss erhitzt. 

A: Die Lösung wurde heiß filtriert und das Produkt wurde nach Einengen der Lösung als 

grüner Feststoff erhalten. 

B: Der Niederschlag wurde abfiltriert und aus THF / H2O (1 : 1) umkristallisiert. Nach 

Abkühlen auf Raumtemperatur wurde der grüne Rückstand an der Luft getrocknet. 

 

Ausbeute 

A: 29.8 mg (45.2 µmol, 43 %)   B: 26.4 mg (40.0 µmol, 38 %) 
 

ESI-MS (+) 

A / B: m/z = 534.0384 [M-2 NO3-H]+  (berechnet: 534.0395) 
 

CHN 

A: C28H16CuN6O10 • 2 CH3OH • 3 H2O 

gefunden:  46.34 % C 10.85 % N 3.97 % H 

berechnet:  46.31 % C 10.80 % N 3.89 % H 
 

B: C28H16CuN6O10 • 1.5 C4H8O • 2 H2O 

gefunden:  50.77 % C 10.72 % N 3.83 % H 

berechnet:  50.78 % C 10.45 % N 4.01 % H  
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4.3.2.14. [Bis(9-carboxy-1,10-phenanthrolin-2-carboxylato)kupfer(II)] (Cu(45)2) 

    

 

 

 

 

 

 

 
45 

268.23 
 

Cu(45)2 

597.99 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Dicarbonsäure 45 50.0 mg  186.4 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  22.5 mg  93.2 µmol 

 

Zu einer Lösung des Liganden 45 in 4 mL heißem Methanol wurde eine Lösung des 

Kupfer(II)-Salzes in 4 mL Methanol gegeben. Die Lösung wurde für 15 min unter Rückfluss 

erhitzt und der gebildete Feststoff anschließend heiß abfiltriert. Das Produkt wurde nach 

Trocknung im Vakuum als hellgrüner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

16.5 mg (27.6 µmol, 30 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 598.0498 [M+H]+  (berechnet: 598.0180) 

           329.9712 [M-L]+  (berechnet: 329.9702) 

 

CHN 

C28H14CuN4O8 • CH3OH 

gefunden:  55.14 % C 8.79 % N 2.89 % H 

berechnet:  55.29 % C 8.89 % N 2.88 % H 
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4.3.2.15. [Bis(9-methoxycarbonyl-1,10-phenanthrolin-2-carboxylato)kupfer(II)] 

(Cu(46)2) 

    

 

 

 

 

 

 

 
46 

282.26 
 

Cu(46)2 

626.04 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Carbonsäureester 46 25.0 mg  88.6 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  10.7 mg  44.3 µmol 

 

Der Ligand 46 und das Kupfer(II)-Salz wurden in einem 1 : 1-Gemisch aus Methanol und 

Wasser (20 mL) unter Rühren gelöst. Die Lösung wurde mit verdünnter 

Kaliumhydroxidlösung auf pH 7 eingestellt und anschließend in ein Becherglas filtriert. 

Das Glas wurde mit perforiertem Parafilm verschlossen und die Lösungsmittel langsam 

verdampft. Nach 10 Tagen wurden die grünen Kristalle abfiltriert. 

 

Ausbeute 

20.1 mg (32.1 µmol, 72 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 626.0521 [M+H]+  (berechnet: 626.0493) 

 

CHN 

C30H18CuN4O8 • 2 H2O 

gefunden:  54.46 % C 8.36 % N 2.99 % H 

berechnet:  54.42 % C 8.46 % N 3.35 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C30H18CuN4O8 • 2 H2O 

Einkristalle für die Strukturbestimmung wurden nach der Synthesevorschrift erhalten.  



2,9-Disubstituierte Phenanthroline |Synthesen | Experimenteller Teil 

223 

4.3.2.16. [Bis(2,9-bis(hydroxymethyl)-1,10-phenanthrolin)kupfer(II)]-nitrat (Cu(47)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
47 

240.26 
 

Cu(47)2 

668.08 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Dialkohol 47 24.0 mg  99.9 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  12.1 mg  49.9 µmol 

 

Eine Lösung des Dialkohols 47 in 10 mL n-Butanol wurde in einem Becherglas über eine 

Lösung des Kupfer(II)-Salzes in 10 mL Wasser geschichtet. Das Becherglas wurde mit 

perforiertem Parafilm abgedeckt und die Lösungsmittel langsam verdampft. Nach 15 d 

wurde das Produkt als hellgrüne Kristalle abfiltriert. 

 

Ausbeute 

17.5 mg (26.2 µmol, 53 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 542.1191 [M-2 NO3-H]+  (berechnet: 542.1015) 

           543.1091 [M-2 NO3]+  (berechnet: 543.1094) 

 

CHN 

C28H24CuN6O10 • 0.5 H2O • 0.5 C4H10O 

gefunden:  50.37 % C 12.11 % N 4.21 % H 

berechnet:  50.46 % C 11.77 % N 4.23 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C28H24CuN6O10 • 3 H2O 

Einkristalle für die Strukturbestimmung wurden nach der Synthesevorschrift erhalten. 
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4.3.2.17. [Bis(2,9-bis(brommethyl)-1,10-phenanthrolin)kupfer(I)]-nitrat (CuI(48)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
48 

366.06 
 

CuI(48)2 

857.66 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Monobromid 48 50.0 mg  136.6 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  16.5 mg  68.3 µmol 

 

Zu einer heißen Lösung des Liganden 48 in 6 mL THF wurde eine Lösung des Kupfer(II)-

Salzes in 1 mL THF getropft. Das Reaktionsgemisch wurde für 15 min refluxiert. Der 

gebildete Feststoff wurde abfiltriert, in THF suspendiert und unter Rühren mit 1 mL H2O2 

(30 %) versetzt. Die grüne Lösung wurde erneut für 15 min unter Rückfluss erhitzt. Nach 

Abkühlen auf Raumtemperatur wurde der Komplex nach Filtration als gelb-brauner 

Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

26.1 mg (30.4 µmol, 45 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 794.7722 [M-NO3]+  (berechnet: 794.7677) 

 

CHN 

C28H20Br4CuN5O3 • 6 H2O 

gefunden:  35.07 % C 7.17 % N 3.62 % H 

berechnet:  34.82 % C 7.25 % N 3.34 % H 
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4.3.2.18. [Bis(2,9-bis(tribrommethyl)-1,10-phenanthrolin)kupfer(II)]-nitrat (Cu(49)2) 

    

 

 

 

 

 

 

 
49 

681.64 
 

Cu(49)2 

1550.84 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung 

Tribromid 49 100.0 mg  146.7 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  17.7 mg  73.4 µmol 

 

Der Ligand 49 wurde in 4 mL Chloroform erwärmt und portionsweise mit dem Kupfer(II)-

Salz versetzt. Nach beendeter Zugabe wurde die Lösung für 10 min unter Rückfluss 

erwärmt und anschließend bei -20 °C gelagert. Nach 2 d wurden hellgelbe Kristalle 

(Ligand 49) aus der blauen Lösung (Kupfer(II)-nitrat) abfiltriert und an der Luft getrocknet. 

 

Ausbeute 

49: 83.6 mg (122.7 µmol, 84 %) 

 

ESI-MS (+) 

49: m/z = 682.5642 [49+H]+  (berechnet: 682.5643) 
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4.3.3. Phenanthrolinhydrazone 

4.3.3.1. N‘,N‘‘‘-(1,10-Phenanthrolin-2,9-diyl)bis(methanylyliden)di(Rhydrazid) (53-55) 

 

     

 

 53: R = benzo (C6H5) / 54: R = aceto (CH3) / 55: R = formo (H)  

 

 

+ 

  

 

 

 
44 

236.23 
 

50 136.15 

51 74.08 

52 60.06 

 

53 472.51 

54 348.37 

55 320.31 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[107,277,283,363] 

Dialdehyd 44 1.00 g / 0.50 g 4.23 mmol / 2.12 mmol 

Benzohydrazid 50 1.19 g 8.74 mmol 

Acetohydrazid 51 0.62 g 8.37 mmol 

Formohydrazid 52 0.28 g 4.66 mmol 

 

Der Dialdehyd 44 und das entsprechende Hydrazid 50, 51 oder 52 wurden in 220 mL 

bzw. 110 mL (52) Methanol gelöst und für 3 h unter Rückfluss erhitzt. Der Niederschlag 

wurde abfiltriert und aus Methanol umkristallisiert. Nach Filtration und Trocknung der 

Niederschläge an der Luft wurden die Produkte als graue Feststoffe erhalten. 

 

Ausbeute 

53: 1.32 g (2.79 mmol, 66 %)  Literatur: nicht angegeben[363] 

54: 0.45 g (1.29 mmol, 30 %) 

55: 0.40 g (1.25 mmol, 59 %) 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

53: δ = 7.57-7.67 (6 H, m, H10-12,17-19), 7.96 (4 H, d, H1,13,16,20, J = 7.3 

Hz), 8.07 (2 H, s, H3,4), 8.39 (2 H, d, H2,5, J = 8.3 Hz), 8.57 (2 H, d, H1,6,  

J = 8.3 Hz), 8.82 (2 H, s, H7,14), 12.26 (2 H, s, H8,15) ppm. 
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54: δ = 2.06 (2 H, s, H9,12 (E,Z-Isomerie)), 2.32 (4 H, s, H9,12  

(E,Z-Isomerie)), 8.04 (2 H, s, H3,4), 8.26 (2 H, d, H2,5, J = 8.5 Hz), 8.38 

(2 H, s, H7,10), 8.51 (2 H, d, H1,6, J = 8.6 Hz), 11.74 (2 H, s, H8,11) ppm. 

 

 

 

55: δ = 8.04 (2 H, s, H3,4), 8.25 (2 H, d, H2,5, J = 8.4 Hz), 8.43  

(2 H, s, H7,10), 8.52 (2 H, d, H1,6, J = 8.5 Hz), 8.83 (2 H, s, H9,12), 12.19 

(2 H, s, H8,11) ppm. 

 

 

13C-NMR ((CD3)2SO, 500 MHz) 

 

54: δ = 20.1 (C15,18), 118.5 (C3,8), 121.3 (C2,9), 127.6 (C5,6), 137.1 

(C4,7), 144.7 (C11,12), 147.3 (C13,16), 152.2 (C1,10), 159.8 (C14,17) ppm. 

 

 

 

55: δ = 118.9 (C3,8), 120.7 (C2,9), 127.4 (C5,6), 137.1 (C4,7), 144.2 

(C11,12), 146.1 (C13,16), 150.2 (C1,10), 153.6 (C14,16) ppm. 

 

 

 

ESI-MS (+) 

53: m/z = 473.1733 [53+H]+  (berechnet: 473.1721) 

54: m/z = 371.1264 [54+Na]+  (berechnet: 371.1227) 

55: m/z = 321.1089 [55+H]+  (berechnet: 321.1095) 

 

CHN 

54: C18H16N6O2 • 0.25 CH3OH • 1.25 H2O 

gefunden:  58.02 % C 21.95 % N 4.83 % H 

berechnet:  57.85 % C 22.18 % N 5.19 % H 
 

55: C16H12N6O2 • 2 H2O 

gefunden:  53.85 % C 23.21 % N 4.15 % H 

berechnet:  53.93 % C 23.58 % N 4.53 % H  
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4.3.3.2. 1,10-Phenanthrolin-5,6-dion (56) 

    

 

 

 
 

 

 

 
37 

180.21 
 

56 

210.19 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[366] 

Phenanthrolin 37 2.00 g  11.10 mmol 

Kaliumbromid  11.90 g  100.00 mmol 

 

In einem 100 mL-Rundkolben wurden 30 mL Schwefelsäure (96 %) und 15 mL 

Salpetersäure (65 %) nacheinander zu Phenanthrolin und Kaliumbromid gegeben. Die 

Lösung wurde für 3 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurde 

das Reaktionsgemisch mit 400 mL Wasser verdünnt und mit festem NaHCO3 neutralisiert. 

Die Lösung wurde 3 x mit 50 mL DCM extrahiert und das Lösungsmittel anschließend im 

Vakuum entfernt. Nach Umkristallisation des Rückstands aus Methanol wurde das 

Produkt als gelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

1.31 g (6.23 mmol, 56 %)  Literatur: 95 %[366] 

 

1H-NMR (CDCl3, 400 MHz) 

 

δ = 7.56 (2 H, dd, H2,5, J = 7.9, 4.7 Hz), 8.47 (2 H, dd, H3,4, J = 7.9, 1.9 Hz), 9.09 (2 

H, dd, H1,6, J = 4.7, 1.9 Hz) ppm. 
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4.3.3.3. N’-(6-Oxo-1,10-phenanthrolin-5(6H)-yliden)benzohydrazid (57) 

 

     

 

 

 

+ 

  
 

 

 56 

210.19 
 

50 

136.15 
 

57 

328.33 

 

 

     

 

 

Ansatz und Durchführung[365] 

5,6-Phenanthrolindion 56 0.50 g  2.38 mmol 

Benzohydrazid 50 0.32 g  2.38 mmol 

Tosylchlorid  0.01 g  0.06 mmol 

 

Zu einer Lösung aus 50 in 100 mL Ethanol wurden unter Rühren 56 und Tosylchlorid 

gegeben. Die Lösung wurde für 6 h unter Rückfluss erhitzt und nach beendeter Reaktion 

über Nacht bei -20 °C gelagert. Der gebildete Niederschlag wurde abfiltriert und aus 

Ethanol umkristallisiert. Nach Entfernen des Lösungsmittels und Trocknung des 

Niederschlags im Vakuum wurde das Produkt als gelb-oranger Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.61 g (1.86 mmol, 78 %)  Literatur: 83 %[365] 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 400 MHz) 

 

δ = 7.55-7.70 (5 H, m, H8-12), 8.08-8.11 (2 H, m, H2,5), 8.69 (1 H, dd, H3, 

J = 8.0, 1.8 Hz), 8.88 (1 H, d, H4, J = 8.4 Hz), 9.00 (1 H, d, H6, J = 5.2 

Hz), 9.20 (1 H, dd, H1, J = 4.6, 1.8 Hz), 15.58 (1 H, br s, H7) ppm. 
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4.3.3.4. 5-Hydroxy-2,9-dimethyl-1,10-phenanthrolin-1-iumbromid (58) 
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58 

305.18 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[366] 

Neocuproin 43 2.00 g  9.60 mmol 

Kaliumbromid  11.90 g  100.00 mmol 

 

Eine Lösung aus Neocuproin und Kaliumbromid in 30 mL Schwefelsäure (96 %) und  

15 mL Salpetersäure (65 %) wurde für 1.5 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf 

Raumtemperatur wurde das Gemisch mit 400 mL Wasser verdünnt und mit festem 

NaHCO3 neutralisiert. Die wässrige Phase wurde 3 x mit 50 mL DCM extrahiert, über 

Na2SO4 getrocknet und das Lösungsmittel wurde anschließend im Vakuum entfernt. 

Nach Umkristallisation des Rückstands aus Methanol wurde das Produkt als hellgelber 

Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

0.84 g (2.75 mmol, 29 %) 

 

1H-NMR ((CD3)2SO, 700 MHz) 

 

δ = 2.93 (3 H, s, H8), 3.00 (3 H, s, H1), 7.30 (1 H, s, H5), 7.91 (1 H, d, H7,  

J = 8.6 Hz), 8.00 (1 H, d, H2, J = 8.5 Hz), 8.71 (1 H, d, H6, J = 8.4 Hz), 8.84 (1 H, 

d, H3, J = 8.5 Hz), 11.58 (1 H, br s, H9) ppm. 

 

 

 

13C-NMR ((CD3)2SO, 180 MHz) 

 

δ = 21.6 (C1), 24.5 (C12), 103.4 (C7), 122.5 (C8), 126.5 (C10), 126.9 (C3), 129.6 

(C5), 131.7 (C14), 134.0 (C9), 138.6 (C13), 142.4 (C4), 152.9 (C6), 154.4 (C2), 

160.4 (C11) ppm. 
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ESI-MS (+) 

m/z = 225.1036 [M-Br]+  (berechnet: 225.1022 

           305.0287 [M+H]+  (berechnet: 305.0284) 

 

CHN 

C14H13BrN2O • H2O 

gefunden:  52.28 % C 8.38 % N 4.51 % H 

berechnet:  52.03 % C 8.67 % N 4.68 % H 

 

Röntgenstrukturanalyse 

Zusammensetzung: C14H13BrN2O • H2O 

Einkristalle für die Strukturbestimmung durch Röntgenbeugung wurden durch 

langsames Einengen einer Lösung von 58 in Chloroform erhalten. 

 

 

 

 

 

 

 

 

  



Experimenteller Teil | Synthesen | Phenanthrolinhydrazone 

232 

4.3.3.5. [Bis(1,10-phenanthrolin-5,6-dion)kupfer(II)]-nitrat (Cu(56)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
56 

210.19 
 

Cu(56)2 

607.94 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[283,371] 

5,6-Phenanthrolindion 56 100.0 mg  0.48 mmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  58.0 mg  0.24 mmol 

 

Zu einer Lösung des Dions 56 in 13 mL heißem Ethanol wurde das Kupfer(II)-Salz in 2 mL 

Ethanol hinzugetropft. Die Reaktionslösung wurde für 16 h bei Raumtemperatur gerührt. 

Nach Abfiltrieren des Niederschlags und Trocknung im Vakuum wurde das Produkt als 

mintgrüner Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

115.5 mg (0.19 mmol, 80 %)  Literatur: 71 %[371] 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 719.1218 [M-2 NO3]+  (berechnet: 719.1217) 

 

CHN 

C38H24CuN10O10 • 0.5 CH3OH 

gefunden:  53.75 % C 16.40 % N 2.94 % H 

berechnet:  53.76 % C 16.28 % N 3.05 % H 
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4.3.3.6. [Bis(N’-(6-oxo-1,10-phenanthrolin-5(6H)-yliden)benzohydrazid)kupfer(II)]-

nitrat (Cu(57)2) 

    

 

 

 
 

 

 

 
57 

328.33 
 

Cu(57)2 

844.22 

 

    

 

 

Ansatz und Durchführung[283] 

Hydrazid 57 57.0 mg  173.6 µmol 

Kupfer(II)-nitrat-Trihydrat  21.0 mg  86.8 µmol 

 

Das Hydrazid 57 wurde unter leichtem Erwärmen in 10 mL Methanol gelöst. Das 

Kupfer(II)-Salz in 1 mL Methanol wurde anschließend langsam hinzugetropft und das 

Reaktionsgemisch wurde für 1.5 h unter Rückfluss erhitzt. Nach Abkühlen auf -20 °C 

wurde der Niederschlag abfiltriert, im Vakuum getrocknet und das Produkt wurde als 

grün-gelber Feststoff erhalten. 

 

Ausbeute 

58.6 mg (69.4 µmol, 80 %) 

 

ESI-MS (+) 

m/z = 241.5086 [M-2 NO3]2+  (berechnet: 241.5072) 

 

CHN 

C24H12CuN6O10 

gefunden:  47.38 % C 13.76 % N 1.99 % H 

berechnet:  47.42 % C 13.82 % N 1.99 % H 
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4.4. Gelelektrophoresen 

4.4.1. Agarose-Gelelektrophorese 

Allgemeine Durchführung 

Für die Untersuchung der DNA-Spaltaktivität der synthetisierten Kupfer(II)- und Nickel(II)-

Komplexe wurden 1 %ige Agarosegele verwendet (300 mg Agarose in 30 mL  

0.5X TBE-Puffer). Zur späteren Detektion der DNA-Banden wurde die Agarose nach 

Erhitzen in der Mikrowelle mit 0.2 µg mL-1 Ethidiumbromid versetzt. 

Die Komplexe wurden unter verschiedenen Aspekten untersucht. Im Allgemeinen 

wurden sie dazu in Eppendorfgefäßen in 10 mM (ATCUN-Komplexe) oder 50 mM 

(Phenanthrolinkomplexe) Tris-HCl-Puffer bei pH 7.4 in der An- oder Abwesenheit von  

250 µM Ascorbinsäure mit 0.2 µg Plasmid-DNA pBR322 für 1 h bzw. 2 h bei 37 °C inkubiert. 

Für die Nickel(II)- und Ferrocen-ATCUN-Komplexe wurde anstelle der Ascorbinsäure das 

Oxidationsmittel Wasserstoffperoxid (0.5 mM) verwendet. In allen Fällen umfassten die 

Probenansätze jeweils 8 µL. Nach der Inkubation wurden die Proben mit 1.5 µL 

Ladepuffer (Bromphenolblau und Saccharose in Wasser) versetzt und in die Taschen 

des Gels geladen. Die Auftrennung der Proben erfolgte für 2 h bei 40 V in 0.5X TBE-Puffer. 

Für die Auswertung der Gele wurde die Fluoreszenz des Ethidiumbromids ausgenutzt. 

Die Anteile jeder Form der DNA in einer Spur wurden dabei durch Division der Intensität 

jeder Bande durch die Gesamtintensität der Banden in dieser Spur berechnet. Für die 

Form I der DNA wurde dabei ein Korrekturfaktor von 1.22 verwendet, da Ethidiumbromid 

schlechter in die supercoiled DNA interkaliert als in die offenkettige und lineare DNA.[382] 

Zur Berechnung der Standardabweichung wurde jeder Versuch dreimal durchgeführt. 

 

Konzentrations- und zeitabhängige DNA-Spaltung 

Die Abhängigkeit der DNA-Spaltung von der Konzentration der Komplexe bzw. von der 

Inkubationszeit wurde untersucht, indem die Proben unter Variation dieser Bedingungen 

wie oben beschrieben vorbereitet wurden. Die genauen Angaben sind in den 

Abbildungsunterschriften für jeden Versuch angegeben. 

 

Untersuchung des Spaltmechanismus‘ 

Die Komplexe wurden zur Untersuchung des DNA-Spaltmechanismus‘ über ROS-Fänger 

mit einer Konzentration von 50 µM in der Anwesenheit von 250 µM Ascorbinsäure 

inkubiert. Die einzelnen Proben wurden dabei mit den unterschiedlichen ROS-Fängern 
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versetzt (200 mM tert-Butanol bzw. 200 mM DMSO für OH-Radikale, 10 mM NaN3 für 

Singulettsauerstoff, 2.5 mg mL-1 CAT für H2O2 oder 313 units mL-1 SOD). Zur 

Vergleichbarkeit wurde dabei allen Proben 0.125X PBS zugesetzt, da die Katalase bei 

37 °C in 1X PBS für 30 min vorinkubiert wurde. Dies führte zu einer Konzentration von 

0.125X PBS in der Inkubationslösung. 
 

Für die genauere Untersuchung der Beteiligung von Singulettsauerstoff an der DNA-

Spaltung wurden die Komplexe nach der allgemeinen Vorschrift vorbereitet. Das zur 

Verdünnung verwendete Wasser in den Inkubationslösungen wurde jedoch vollständig 

durch deuteriertes Wasser ersetzt. 
 

Auch für die Verifizierung der Beteiligung von Kupfer(I)-Ionen an der Spaltung wurden 

die Komplexe standardmäßig vorbereitet, aber vor der Inkubation zusätzlich mit  

0.1 oder 1.0 mM Neocuproin versetzt. 

 

DNA-Religation 

Für den Versuch der DNA-Religation wurden die Proben zunächst nach der allgemeinen 

Vorschrift in der Abwesenheit von Ascorbinsäure vorbereitet und für 5 h bei 37 °C 

inkubiert. Zum Vergleich wurde die Plasmid-DNA einer Probe vollständig mit dem  

EcoRI-HF® Re-Mix® von New England Biolabs bei 37 °C für 15 min durch hydrolytische 

Spaltung in die Form III überführt. 

Die Extraktion der DNA-Formen II und III erfolgte mit dem GenEluteTM Gelextraktionskit 

der Firma Sigma-Aldrich. Die extrahierte DNA wurde anschließend mit dem Blunt/TA 

Ligase Master Mix (New England Biolabs) für 15 min bei Raumtemperatur inkubiert. Vor 

der Analyse des Religationsergebnisses mittels Gelelektrophorese wurde die Ligase über 

eine Phenol/Chloroform-Extraktion aus den Proben entfernt. 
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4.4.2. SDS-PAGE 

Allgemeine Durchführung 

Die Untersuchung der Proteaseaktivität der Phenanthrolin-ATCUN-Komplexe erfolgte 

mit dem Mini-PROTEAN® Tetra-System von Bio-Rad. Als Gele wurden die färbungsfreien 

Any kDTM Mini-PROTEAN® TGXTM-Gele verwendet. 

Die Komplexe wurden für die Elektrophorese in einem Gesamtprobenvolumen von  

100 µL in einer Konzentration von 200 µM mit 0.66 µg µL-1 BSA in der An- und Abwesenheit 

von 5 mM Ascorbinsäure und/oder 10 mM Wasserstoffperoxid in 60 mM Tris-HCl-Puffer  

(pH 7.4) für 3 h inkubiert. 10 µL der Inkubationslösung wurden anschließend mit 3.3 µL 

reduzierendem Ladepuffer (Roti®-Load 1 von Carl Roth) versetzt und 5 min bei 85 °C 

denaturiert. Wiederum 10 µL der Proben wurden auf das Gel aufgetragen und für  

35 min bei 200 V aufgetrennt. 

 

Zeitabhängige Proteinspaltung 

Für die Untersuchung des Einflusses der Inkubationszeit auf die Spaltung von BSA durch 

Wasserstoffperoxid wurden die Proben in der Abwesenheit der Komplexe wie oben 

beschrieben vorbereitet. Die Inkubationszeit wurde dabei zwischen 0 und 180 min 

variiert. 
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4.5. Spektroskopie 

4.5.1. UV/Vis-Spektroskopie 

Bestimmung von Extinktionskoeffizienten 

Die Bestimmung der Extinktionskoeffizienten der Vergleichsverbindungen zur 

Ausbeuteberechnung der Peptide erfolgte durch die Messung von 

Konzentrationsreihen der Verbindungen bei 25 °C. Durch die Auftragung der Absorption 

über die Konzentration wurde aus der Steigung der Geraden der Koeffizient ermittelt. 

War eine Bestimmung der Ausbeute über eine Vergleichsverbindung nicht möglich, 

wurde die Berechnung über die Titration des Peptids mit Kupfer(II)-chlorid durchgeführt. 

Dazu wurde die Ausbeute des Peptids grob über Wägung bestimmt und eine anhand 

dieses Wertes angefertigte 1 mM Lösung in 10 mM Tris-HCl-Puffer mit CuCl2 titriert. Nach 

jeder Titration wurde die Lösung 5 min bei Raumtemperatur inkubiert und vermessen. 

 

Komplexstabilität 

Die Stabilität der Kupfer(II)-ATCUN-Komplexe bei unterschiedlichen pH-Werten wurde 

mit einer 2 mM Peptidlösung in Wasser durchgeführt, deren pH-Wert mit 25 %iger HCl 

auf pH 2 eingestellt wurde. Durch Zugabe von verdünnter Kalilauge wurde der pH-Wert 

in Einerschritten auf 14 erhöht. Nach jedem Schritt wurde für 5 min bei Raumtemperatur 

inkubiert und anschließend ein Spektrum aufgenommen. 

 

DNA-Schmelzkurven 

Für die Erstellung der DNA-Schmelzkurven wurde eine Lösung der CT-DNA mit einer 

Konzentration von 50 µM jeweils mit 3 µM des zu untersuchenden Komplexes in  

10 mM Tris-HCl-Puffer für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die Lösung wurde 

anschließend mittels des Temperaturblocks des UV/Vis-Spektrometers auf 50-95 °C 

erhitzt (1 °C min-1), wobei je 1 °C die Absorption bei 260 nm gemessen wurde. Die 

Normierung der Messdaten zwischen 0 und 1 erfolgte mit Microsoft® Excel. 

Die Konzentration der CT-DNA wurde zuvor über die Messung der Absorption bei  

260 nm unter Verwendung des Extinktionskoeffizienten von 6600 M-1 cm-1 bestimmt.[383] 

 

BNPP-Assay 

Für die Untersuchung der hydrolytischen DNA-Spaltung über die Spaltung von BNPP 

wurden die Komplexe in 500 µL 10 mM Tris-HCl-Puffer in einer Konzentration von 100 µM 
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mit 50 µM BNPP versetzt und für 2 h bei 37 °C inkubiert. Als Vergleich diente die BNPP-

Spaltung durch 0.05 units mL-1 Phosphodiesterase I. 

 

Thiobarbitursäure-Assay 

Für die Untersuchung der Spaltung von CT-DNA über den TBA-Assay wurden in einem 

Gesamtvolumen von 100 µL 20 mM Tris-HCl-Puffer die Komplexe (100 µM) mit 0.5 mM 

Ascorbinsäure und 1 mM CT-DNA für 2 h bei 37 °C inkubiert. Nach der Inkubation wurden 

die Proben mit 200 µL 10 %iger Trichloressigsäure und 300 µL TBA (0.67 % in 50 mM NaOH) 

versetzt und für 30 min bei 99 °C erneut inkubiert. Für die Aufnahme der UV/Vis-Spektren 

wurden die Lösungen zusätzlich mit 400 µL Wasser verdünnt. 

Die Auswertung erfolgte über den Extinktionskoeffizienten des MDA-TBA-Farbstoffes bei 

532 nm, der zuvor aus einer entsprechenden Konzentrationsreihe bestimmt wurde.  

Dazu wurde 1,1,3,3-Tetramethoxypropan in 1 %iger Schwefelsäure für 2 h bei 

Raumtemperatur hydrolysiert, mit TBA und TCA umgesetzt und UV/Vis-spektroskopisch 

vermessen. 
 

Identisch dazu wurde die Oxidation der Fettsäuren untersucht, wobei 100 µM Komplex 

mit jeweils 100 mg mL-1 Säure (bzw. 20 µM Komplex mit 20 mg mL-1 Arachidonsäure) 

umgesetzt wurden. 

 

DNA-Bindungskonstante 𝑲𝒊𝒏𝒕 

Zu einer Lösung des zu untersuchenden Komplexes in einer Konzentration von 10 µM in 

10 mM Tris-HCl-Puffer wurde in Äquivalenzschritten von 0-20 CT-DNA hinzutitriert. Nach 

jedem Titrationsschritt wurde vor der Messung des UV/Vis-Spektrums die Lösung für 5 min 

bei Raumtemperatur inkubiert. Die Auswertung der Messdaten erfolgte in Microsoft® 

Excel, wobei sich der Fehler der Konstanten aus der Standardabweichung zweier 

Messungen ergibt. 
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4.5.2. Fluoreszenzspektroskopie 

DNA-Spaltung 

Zur Untersuchung der DNA-Spaltung mittels Fluoreszenzspektroskopie wurden jeweils  

50 µM Lösungen der Peptide und der zugehörigen Komplexe vermessen. Mit Ausnahme 

der Untersuchung des Peptids P-RhB und des Komplexes Cu(P-RhB) erfolgten die 

Messungen in 10 mM Tris-HCl-Puffer. Für P-RhB wurde der Britton-Robinson-Puffer bei  

pH 5 verwendet.[182] Für die Messung der Fluoreszenz nach der DNA-Spaltung wurden 

die ATCUN-Komplexe zuvor im entsprechenden Puffer in der Anwesenheit von 250 µM 

Ascorbinsäure und 0.2 µg Plasmid-DNA pBR322 für 1 h bei 37 °C inkubiert. 

 

Fluoreszenzquenching 

Das Fluoreszenzquenching durch Kupfer(II)-Ionen wurde über die Titration der Peptide 

bei einer Konzentration von 50 µM mit 0–1 Äquivalenten CuCl2 in 10 mM Tris-HCl-Puffer 

durchgeführt. Nach jedem Äquivalent wurde die Lösung für 5 min bei Raumtemperatur 

inkubiert und anschließend spektroskopisch vermessen. 
 

Für die Untersuchung des Quenchmechanismus‘ wurden 1 mM Lösungen der Peptide 

in Ethanol zunächst vermessen und anschließend mit 1 mM CuCl2-Lösung versetzt. Nach 

Inkubation der Lösungen bei Raumtemperatur für 1 h wurden erneut 

Fluoreszenzspektren aufgenommen. Durch vorsichtiges und langsames Gefrieren der 

Proben über etwa 10 min in Quarzglas-Küvetten bei -196 °C und aus der Beobachtung 

der Auswirkungen auf die Fluoreszenz wurde der Quenchmechanismus abgeleitet. 
 

Die Schaltbarkeit der Fluoreszenz wurde anhand der Peptide P-RhB und P-Dns 

untersucht. Dazu wurde die Fluoreszenz der Peptide bei einer Konzentration von 50 µM 

zunächst durch Zugabe von 50 µM Kupfer(II)-chlorid gequencht. Anschließend wurden 

abwechselnd je 250 µM Ascorbinsäure und Wasserstoffperoxid hinzugegeben. Nach 

jeder Zugabe wurde die Lösung für 10 min bei Raumtemperatur inkubiert und vermessen. 

 

DNA-Bindungskonstante 𝑲𝒂𝒑𝒑 

Zu einer Lösung aus 20 µM CT-DNA und 5 µM Ethidiumbromid, die zuvor für 30 min bei 

Raumtemperatur inkubiert wurde, wurden die Komplexe in Äquivalenzschritten von  

0-5 bzw. 6 hinzutitriert. Nach jedem Titrationsschritt wurde vor der Messung des 

Fluoreszenzspektrums die Lösung für 5 min bei Raumtemperatur inkubiert. Die 

Auswertung der Messdaten erfolgte in Microsoft® Excel.  
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4.5.3. CD-Spektroskopie 

Untersuchung der DNA-Wechselwirkung 

Für die Analyse der Wechselwirkung der Phenanthrolinkomplexe mit linearer DNA über 

CD-Spektroskopie wurde zunächst eine CT-DNA-Lösung mit einer Konzentration von  

100 µM in 10 mM Tris-HCl-Puffer spektroskopisch als Referenz vermessen. Der Einfluss der 

Komplexe wurde durch die Zugabe von 10 µM Komplex zur CT-DNA nach  

einer Inkubationszeit von 30 min bei Raumtemperatur untersucht. Das 

Gesamtprobenvolumen betrug bei jeder Messung 1 mL. Die einzelnen Spektren wurden 

mit kontinuierlichem Stickstoffstrom bei Raumtemperatur aufgenommen. 

 

 



 

241 

Strukturenverzeichnis 
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Kristallographischer Anhang 

BODIPY 12 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

F1 B1 1.375(2) C9 C10 1.477(2) 

F2 B1 1.392(2) C1 C2 1.420(2) 

O2 C16 1.264(2) C12 C11 1.378(2) 

N1 C1 1.390(2) C12 C13 1.390(2) 

N1 C4 1.343(2) C11 C10 1.404(2) 

N1 B1 1.553(2) C4 C3 1.380(3) 

O1 C16 1.261(2) C7 C6 1.358(3) 

N2 C8 1.390(2) C5 C6 1.398(3) 

N2 C5 1.343(2) C13 C16 1.482(2) 

N2 B1 1.548(3) C13 C14 1.389(2) 

C8 C9 1.397(2) C3 C2 1.373(3) 

C8 C7 1.414(2) C10 C15 1.394(2) 

C9 C1 1.394(2) C15 C14 1.382(3) 

 

Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

C1 N1 B1 125.26(15) C12 C13 C16 120.69(15) 

C4 N1 C1 107.81(15) C14 C13 C12 119.69(17) 

C4 N1 B1 126.44(15) C14 C13 C16 119.60(16) 

C8 N2 B1 125.45(14) O2 C16 C13 118.50(16) 

C5 N2 C8 107.40(15) O1 C16 O2 122.65(17) 

C5 N2 B1 127.08(15) O1 C16 C13 118.85(16) 

N2 C8 C9 120.91(15) C2 C3 C4 107.43(17) 

N2 C8 C7 107.65(15) C11 C10 C9 120.48(15) 

C9 C8 C7 131.04(16) C15 C10 C9 120.39(15) 

C8 C9 C10 119.83(15) C15 C10 C11 119.13(16) 

C1 C9 C8 119.93(16) C3 C2 C1 107.25(17) 

C1 C9 C10 120.23(15) C14 C15 C10 120.44(16) 

N1 C1 C9 121.33(15) C15 C14 C13 120.19(17) 

N1 C1 C2 107.11(16) C7 C6 C5 107.42(17) 

C9 C1 C2 131.50(17) F1 B1 F2 109.09(15) 

C11 C12 C13 120.47(16) F1 B1 N1 111.26(15) 

C12 C11 C10 120.07(16) F1 B1 N2 111.43(16) 

N1 C4 C3 110.40(17) F2 B1 N1 109.43(16) 

C6 C7 C8 107.54(16) F2 B1 N2 109.99(14) 

N2 C5 C6 109.98(16) N2 B1 N1 105.59(14) 
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Cu(37)2 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

Cu1 O1 2.1550(13) C5 C4 1.434(3) 

Cu1 O3 2.7637(15) C5 C6 1.358(3) 

Cu1 N4 2.0883(15) C12 C4 1.401(2) 

Cu1 N1 1.9801(15) C23 C24 1.434(2) 

Cu1 N2 2.0435(15) C23 C19 1.405(2) 

Cu1 N3 1.9873(15) C2 C3 1.373(3) 

O1 N5 1.280(2) C2 C1 1.399(3) 

O5 N6 1.265(2) C13 C14 1.400(3) 

O6 N6 1.242(2) C7 C6 1.437(3) 

O4 N6 1.250(2) C7 C8 1.414(3) 

O3 N5 1.250(2) C24 C16 1.405(2) 

O2 N5 1.236(2) C18 C17 1.356(3) 

N4 C23 1.356(2) C18 C19 1.435(3) 

N4 C22 1.328(2) C17 C16 1.436(3) 

N1 C12 1.357(2) C16 C15 1.413(3) 

N1 C1 1.331(2) C4 C3 1.415(3) 

N2 C11 1.360(2) C22 C21 1.404(3) 

N2 C10 1.329(2) C19 C20 1.408(3) 

N3 C13 1.328(2) C14 C15 1.372(3) 

N3 C24 1.362(2) C8 C9 1.369(3) 

O7 C25 1.411(3) C10 C9 1.407(3) 

C11 C12 1.433(2) C21 C20 1.368(3) 

C11 C7 1.402(2)    
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Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

O1 Cu1 O3 50.61(4) C6 C5 C4 120.83(17) 

N4 Cu1 O1 93.48(5) N1 C12 C11 116.33(16) 

N4 Cu1 O3 142.69(5) N1 C12 C4 123.08(16) 

N1 Cu1 O1 86.81(6) C4 C12 C11 120.59(16) 

N1 Cu1 O3 89.29(5) N4 C23 C24 116.65(15) 

N1 Cu1 N4 99.60(6) N4 C23 C19 123.44(16) 

N1 Cu1 N2 82.21(6) C19 C23 C24 119.91(16) 

N1 Cu1 N3 175.58(6) C3 C2 C1 119.86(17) 

N2 Cu1 O1 134.51(5) N3 C13 C14 122.66(17) 

N2 Cu1 O3 85.11(5) C11 C7 C6 118.97(16) 

N2 Cu1 N4 131.82(6) C11 C7 C8 116.83(17) 

N3 Cu1 O1 88.87(6) C8 C7 C6 124.20(16) 

N3 Cu1 O3 87.26(5) N3 C24 C23 117.13(16) 

N3 Cu1 N4 81.57(6) N3 C24 C16 122.86(16) 

N3 Cu1 N2 100.22(6) C16 C24 C23 120.00(16) 

N5 O1 Cu1 109.75(10) C17 C18 C19 121.16(17) 

N5 O3 Cu1 81.23(10) C18 C17 C16 120.99(17) 

C23 N4 Cu1 110.79(11) C24 C16 C17 118.96(17) 

C22 N4 Cu1 130.99(13) C24 C16 C15 117.30(16) 

C22 N4 C23 118.10(15) C15 C16 C17 123.74(17) 

C12 N1 Cu1 113.53(12) C12 C4 C5 118.78(17) 

C1 N1 Cu1 127.33(12) C12 C4 C3 116.78(16) 

C1 N1 C12 119.02(15) C3 C4 C5 124.44(17) 

C11 N2 Cu1 111.18(11) N4 C22 C21 122.47(18) 

C10 N2 Cu1 130.81(13) C5 C6 C7 121.24(17) 

C10 N2 C11 117.97(15) C23 C19 C18 118.96(17) 

C13 N3 Cu1 127.61(12) C23 C19 C20 116.81(17) 

C13 N3 C24 118.28(16) C20 C19 C18 124.23(17) 

C24 N3 Cu1 113.57(12) C2 C3 C4 119.55(17) 

O6 N6 O5 119.92(16) C15 C14 C13 119.60(17) 

O6 N6 O4 120.50(16) C9 C8 C7 119.19(17) 

O4 N6 O5 119.59(16) N2 C10 C9 122.11(17) 

O3 N5 O1 118.41(15) C8 C9 C10 120.08(17) 

O2 N5 O1 118.81(16) C14 C15 C16 119.26(17) 

O2 N5 O3 122.76(16) N1 C1 C2 121.68(17) 

N2 C11 C12 116.65(15) C20 C21 C22 119.43(17) 

N2 C11 C7 123.79(16) C21 C20 C19 119.74(17) 

C7 C11 C12 119.54(16)     
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Cu(43)2 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

Cu1 O1 2.0486(13) C19 C23 1.401(2) 

Cu1 N3 2.1395(14) C19 C20 1.413(3) 

Cu1 N2 2.0035(15) C18 C17 1.353(3) 

Cu1 N1 2.1050(15) C1 C2 1.412(3) 

Cu1 N4 2.0030(15) C1 C26 1.491(3) 

O1 N5 1.297(2) C15 C16 1.410(3) 

O3 N5 1.238(2) C15 C14 1.366(3) 

N3 C24 1.367(2) C22 C21 1.411(3) 

N3 C13 1.335(2) C22 C28 1.491(3) 

N2 C11 1.369(2) C16 C17 1.434(2) 

N2 C10 1.335(2) C20 C21 1.363(3) 

N1 C12 1.368(2) C13 C27 1.490(2) 

N1 C1 1.335(2) C13 C14 1.409(2) 

O2 N5 1.231(2) C6 C5 1.354(3) 

N4 C23 1.370(2) C6 C7 1.436(3) 

N4 C22 1.334(2) C4 C5 1.427(3) 

N6 O4 1.235(2) C4 C3 1.407(3) 

N6 O6 1.251(2) C11 C7 1.404(2) 

N6 O5 1.211(2) C2 C3 1.361(3) 

C12 C4 1.403(3) C10 C9 1.413(3) 

C12 C11 1.431(3) C10 C25 1.493(3) 

C24 C23 1.429(2) C7 C8 1.406(3) 

C24 C16 1.404(2) C8 C9 1.359(3) 

C19 C18 1.432(3)    
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Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

O1 Cu1 N3 120.53(5) N4 C23 C24 117.18(15) 

O1 Cu1 N1 132.44(5) N4 C23 C19 122.61(16) 

N2 Cu1 O1 88.39(6) C19 C23 C24 120.15(16) 

N2 Cu1 N3 103.35(6) N1 C1 C2 121.40(17) 

N2 Cu1 N1 81.95(6) N1 C1 C26 118.77(16) 

N1 Cu1 N3 107.01(5) C2 C1 C26 119.83(17) 

N4 Cu1 O1 82.67(5) C14 C15 C16 118.77(16) 

N4 Cu1 N3 80.81(6) N4 C22 C21 120.42(17) 

N4 Cu1 N2 171.03(6) N4 C22 C28 119.12(16) 

N4 Cu1 N1 104.60(6) C21 C22 C28 120.46(16) 

N5 O1 Cu1 118.31(11) C24 C16 C15 117.72(16) 

C24 N3 Cu1 108.90(11) C24 C16 C17 119.02(17) 

C13 N3 Cu1 132.54(12) C15 C16 C17 123.22(17) 

C13 N3 C24 118.53(15) C21 C20 C19 119.65(17) 

C11 N2 Cu1 111.96(12) N3 C13 C27 118.43(15) 

C10 N2 Cu1 127.90(13) N3 C13 C14 121.34(16) 

C10 N2 C11 119.50(16) C14 C13 C27 120.23(16) 

C12 N1 Cu1 108.86(12) C5 C6 C7 120.36(18) 

C1 N1 Cu1 132.68(12) C18 C17 C16 121.17(17) 

C1 N1 C12 118.32(15) C20 C21 C22 120.72(17) 

C23 N4 Cu1 113.22(11) C12 C4 C5 119.20(19) 

C22 N4 Cu1 126.61(12) C12 C4 C3 117.48(17) 

C22 N4 C23 119.57(15) C3 C4 C5 123.31(18) 

O3 N5 O1 119.49(15) N2 C11 C12 117.61(15) 

O2 N5 O1 117.55(16) N2 C11 C7 122.49(17) 

O2 N5 O3 122.96(16) C7 C11 C12 119.86(17) 

O4 N6 O6 122.02(18) C15 C14 C13 120.74(17) 

O5 N6 O4 119.00(19) C3 C2 C1 120.38(18) 

O5 N6 O6 118.98(19) N2 C10 C9 120.23(18) 

N1 C12 C4 122.87(17) N2 C10 C25 119.24(17) 

N1 C12 C11 117.40(16) C9 C10 C25 120.52(18) 

C4 C12 C11 119.69(16) C6 C5 C4 121.47(18) 

N3 C24 C23 117.57(15) C11 C7 C6 119.32(19) 

N3 C24 C16 122.72(16) C11 C7 C8 117.22(18) 

C16 C24 C23 119.65(16) C8 C7 C6 123.46(18) 

C23 C19 C18 119.18(17) C9 C8 C7 119.60(18) 

C23 C19 C20 117.01(17) C8 C9 C10 120.95(19) 

C20 C19 C18 123.80(17) C2 C3 C4 119.32(17) 

C17 C18 C19 120.73(17)     
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Cu(43)2(ClO4)2 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

Cu1 O1 2.115(2) C4 C5 1.430(4) 

Cu1 N2 2.082(2) C4 C3 1.411(4) 

Cu1 N1 1.996(2) C4 C12 1.401(4) 

Cu1 N4 2.141(2) C8 C9 1.363(4) 

Cu1 N3 1.984(2) C9 C10 1.411(4) 

Cl2 O9 1.460(2) C11 C12 1.432(4) 

Cl2 O8 1.431(2) C6 C5 1.354(4) 

Cl2 O7 1.424(3) C3 C2 1.367(4) 

Cl2 O6 1.431(3) C16 C24 1.400(4) 

Cl1 O5 1.428(3) C16 C17 1.437(4) 

Cl1 O2 1.412(3) C16 C15 1.406(5) 

Cl1 O4 1.432(3) C22 C21 1.416(4) 

Cl1 O3 1.433(3) C22 C28 1.487(4) 

O1 C29 1.465(4) C23 C24 1.436(4) 

N2 C11 1.366(4) C23 C19 1.403(4) 

N2 C10 1.335(4) C2 C1 1.412(4) 

N1 C12 1.366(4) C10 C25 1.501(4) 

N1 C1 1.338(4) C13 C27 1.495(4) 

N4 C22 1.336(4) C13 C14 1.409(5) 

N4 C23 1.363(4) C1 C26 1.492(4) 

N3 C13 1.332(4) C21 C20 1.364(5) 

N3 C24 1.366(4) C19 C18 1.437(4) 

C7 C8 1.417(4) C19 C20 1.399(5) 

C7 C11 1.399(4) C17 C18 1.345(5) 

C7 C6 1.427(4) C15 C14 1.365(5) 
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Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

N2 Cu1 O1 127.22(9) C10 C9 C8 120.6(3) 

N1 Cu1 O1 82.52(9) C7 C11 N2 123.3(3) 

N1 Cu1 N2 81.90(10) C12 C11 N2 117.0(3) 

N4 Cu1 O1 116.58(9) C12 C11 C7 119.6(3) 

N4 Cu1 N2 116.20(9) C5 C6 C7 121.2(3) 

N4 Cu1 N1 108.56(10) C6 C5 C4 120.6(3) 

N3 Cu1 O1 85.42(9) C2 C3 C4 119.6(3) 

N3 Cu1 N2 101.57(10) C4 C12 N1 123.0(3) 

N3 Cu1 N1 166.91(10) C11 C12 N1 117.1(3) 

N3 Cu1 N4 81.43(10) C11 C12 C4 119.9(3) 

O8 Cl2 O9 109.14(14) C17 C16 C24 119.1(3) 

O7 Cl2 O9 108.43(16) C15 C16 C24 117.4(3) 

O7 Cl2 O8 110.42(19) C15 C16 C17 123.5(3) 

O6 Cl2 O9 109.07(16) C21 C22 N4 121.2(3) 

O6 Cl2 O8 109.39(16) C28 C22 N4 119.6(3) 

O6 Cl2 O7 110.4(2) C28 C22 C21 119.2(3) 

O2 Cl1 O5 110.13(18) C24 C23 N4 117.5(3) 

O4 Cl1 O5 108.62(18) C19 C23 N4 123.3(3) 

O4 Cl1 O2 110.0(2) C19 C23 C24 119.2(3) 

O3 Cl1 O5 111.3(2) C1 C2 C3 120.4(3) 

O3 Cl1 O2 109.6(2) C9 C10 N2 121.3(3) 

O3 Cl1 O4 107.1(2) C25 C10 N2 119.6(3) 

C29 O1 Cu1 131.7(2) C25 C10 C9 119.1(3) 

C11 N2 Cu1 108.99(19) C27 C13 N3 119.4(3) 

C10 N2 Cu1 132.4(2) C14 C13 N3 120.4(3) 

C10 N2 C11 118.4(2) C14 C13 C27 120.2(3) 

C12 N1 Cu1 111.60(19) C2 C1 N1 120.8(3) 

C1 N1 Cu1 128.4(2) C26 C1 N1 119.2(3) 

C1 N1 C12 119.1(2) C26 C1 C2 120.0(3) 

C22 N4 Cu1 133.3(2) C20 C21 C22 120.3(3) 

C23 N4 Cu1 108.36(19) C16 C24 N3 122.3(3) 

C23 N4 C22 118.2(3) C23 C24 N3 117.4(3) 

C13 N3 Cu1 126.5(2) C23 C24 C16 120.3(3) 

C24 N3 Cu1 113.2(2) C18 C19 C23 119.2(3) 

C24 N3 C13 119.8(3) C20 C19 C23 117.3(3) 

C11 C7 C8 117.1(3) C20 C19 C18 123.4(3) 

C6 C7 C8 123.6(3) C18 C17 C16 120.7(3) 

C6 C7 C11 119.3(3) C17 C18 C19 121.4(3) 

C3 C4 C5 123.7(3) C14 C15 C16 119.6(3) 

C12 C4 C5 119.3(3) C15 C14 C13 120.6(3) 

C12 C4 C3 117.0(3) C19 C20 C21 119.5(3) 

C9 C8 C7 119.1(3)     
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Ni(37)2 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

Ni1 O2 2.1023(11) C5 C4 1.439(2) 

Ni1 O1 2.0899(11) C5 C6 1.356(2) 

Ni1 N1 2.1009(12) C10 C9 1.405(2) 

Ni1 N2 2.0689(12) C4 C3 1.413(2) 

Ni1 N3 2.0811(13) C11 C7 1.405(2) 

Ni1 N4 2.0718(13) C9 C8 1.374(2) 

O2 N5 1.2875(16) C6 C7 1.438(2) 

O1 C25 1.4340(19) C8 C7 1.413(2) 

O3 N5 1.2396(17) C2 C3 1.373(2) 

O4 N5 1.2408(17) C2 C1 1.403(2) 

N1 C12 1.3621(18) C24 C23 1.434(2) 

N1 C1 1.3301(19) C24 C16 1.405(2) 

N2 C10 1.3275(19) C23 C19 1.413(2) 

N2 C11 1.3612(18) C22 C21 1.402(2) 

O7 N6 1.2572(18) C19 C18 1.427(3) 

O6 N6 1.2440(18) C19 C20 1.408(3) 

N3 C24 1.368(2) C16 C17 1.439(3) 

N3 C13 1.323(2) C16 C15 1.405(3) 

N4 C23 1.359(2) C13 C14 1.414(2) 

N4 C22 1.328(2) C21 C20 1.368(3) 

C12 C4 1.406(2) C14 C15 1.366(3) 

C12 C11 1.438(2) C17 C18 1.346(3) 

N6 O5 1.230(2)    
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Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

O1 Ni1 O2 85.82(4) C6 C5 C4 121.48(13) 

O1 Ni1 N1 95.41(5) N2 C10 C9 122.83(14) 

N1 Ni1 O2 85.59(4) C12 C4 C5 118.72(13) 

N2 Ni1 O2 88.73(4) C12 C4 C3 117.14(13) 

N2 Ni1 O1 172.93(5) C3 C4 C5 124.12(13) 

N2 Ni1 N1 79.66(5) N2 C11 C12 116.83(12) 

N2 Ni1 N3 97.47(5) N2 C11 C7 123.03(13) 

N2 Ni1 N4 96.41(5) C7 C11 C12 120.07(13) 

N3 Ni1 O2 98.57(5) C8 C9 C10 119.26(14) 

N3 Ni1 O1 87.81(5) C5 C6 C7 120.64(13) 

N3 Ni1 N1 174.93(5) C9 C8 C7 119.36(13) 

N4 Ni1 O2 174.85(4) C3 C2 C1 119.41(14) 

N4 Ni1 O1 89.09(5) C2 C3 C4 119.39(13) 

N4 Ni1 N1 95.66(5) N3 C24 C23 117.30(14) 

N4 Ni1 N3 80.45(5) N3 C24 C16 123.30(16) 

N5 O2 Ni1 126.22(9) C16 C24 C23 119.39(16) 

C25 O1 Ni1 123.82(9) N4 C23 C24 117.16(14) 

C12 N1 Ni1 110.71(9) N4 C23 C19 122.67(16) 

C1 N1 Ni1 130.98(10) C19 C23 C24 120.17(15) 

C1 N1 C12 118.00(12) C11 C7 C6 119.07(13) 

C10 N2 Ni1 129.13(10) C11 C7 C8 117.30(13) 

C10 N2 C11 118.15(12) C8 C7 C6 123.58(13) 

C11 N2 Ni1 111.66(9) N1 C1 C2 122.73(14) 

O3 N5 O2 118.22(12) N4 C22 C21 122.97(16) 

O3 N5 O4 121.73(12) C23 C19 C18 119.24(18) 

O4 N5 O2 120.05(12) C20 C19 C23 117.21(16) 

C24 N3 Ni1 112.19(10) C20 C19 C18 123.55(16) 

C13 N3 Ni1 129.87(12) C24 C16 C17 118.64(18) 

C13 N3 C24 117.90(14) C15 C16 C24 117.33(18) 

C23 N4 Ni1 112.90(10) C15 C16 C17 124.01(17) 

C22 N4 Ni1 128.88(11) N3 C13 C14 122.25(18) 

C22 N4 C23 118.22(14) C20 C21 C22 119.13(17) 

N1 C12 C4 123.14(13) C15 C14 C13 119.98(17) 

N1 C12 C11 117.02(12) C18 C17 C16 122.12(16) 

C4 C12 C11 119.77(13) C17 C18 C19 120.41(17) 

O6 N6 O7 119.47(14) C21 C20 C19 119.77(15) 

O5 N6 O7 118.75(15) C14 C15 C16 119.22(16) 

O5 N6 O6 121.78(15)     
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Cu(46)2 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

Cu1 O3 2.1329(12) C10 C13 1.519(2) 

Cu1 O3* 2.1329(12) C10 C9 1.398(2) 

Cu1 N2 1.9377(12) C12 C11 1.436(2) 

Cu1 N2* 1.9378(12) C12 C4 1.4100(19) 

Cu1 N1* 2.3481(12) C11 C7 1.4016(19) 

Cu1 N1 2.3481(12) C14 C1 1.500(2) 

O3 C13 1.2590(18) C1 C2 1.407(2) 

O2 C14 1.2023(19) C8 C9 1.379(2) 

O4 C13 1.240(2) C8 C7 1.408(2) 

N2 C10 1.3280(18) C6 C7 1.436(2) 

N2 C11 1.3492(17) C6 C5 1.349(2) 

O1 C14 1.3300(19) C4 C5 1.433(2) 

O1 C15 1.452(2) C4 C3 1.405(2) 

N1 C12 1.3525(18) C2 C3 1.366(2) 

N1 C1 1.3289(19)    

 

*3/2-X,+Y,1-Z 
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Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

O3* Cu1 O3 98.54(7) N1 C12 C4 124.05(14) 

O3 Cu1 N1 155.23(4) C4 C12 C11 118.31(13) 

O3 Cu1 N1* 87.18(5) N2 C11 C12 117.09(12) 

O3* Cu1 N1 87.18(5) N2 C11 C7 121.70(13) 

O3* Cu1 N1* 155.23(4) C7 C11 C12 121.20(12) 

N2* Cu1 O3* 78.82(5) O2 C14 O1 124.87(15) 

N2* Cu1 O3 94.74(5) O2 C14 C1 124.19(14) 

N2 Cu1 O3* 94.74(5) O1 C14 C1 110.93(13) 

N2 Cu1 O3 78.82(5) N1 C1 C14 116.24(13) 

N2 Cu1 N2* 170.22(7) N1 C1 C2 123.35(14) 

N2* Cu1 N1 110.02(5) C2 C1 C14 120.40(14) 

N2* Cu1 N11 76.70(5) C9 C8 C7 119.91(13) 

N2 Cu1 N1 76.70(5) O3 C13 C10 114.88(13) 

N2 Cu1 N11 110.02(5) O4 C13 O3 126.32(14) 

N1* Cu1 N1 97.68(6) O4 C13 C10 118.80(13) 

C13 O3 Cu1 113.36(9) C5 C6 C7 120.68(14) 

C10 N2 Cu1 118.24(9) C8 C9 C10 118.89(14) 

C10 N2 C11 120.34(12) C11 C7 C8 117.48(13) 

C11 N2 Cu1 121.34(10) C11 C7 C6 118.70(14) 

C14 O1 C15 115.25(13) C8 C7 C6 123.82(14) 

C12 N1 Cu1 107.10(9) C12 C4 C5 119.53(14) 

C1 N1 Cu1 135.48(10) C3 C4 C12 116.83(14) 

C1 N1 C12 117.00(12) C3 C4 C5 123.65(14) 

N2 C10 C13 113.78(12) C6 C5 C4 121.55(14) 

N2 C10 C9 121.64(13) C3 C2 C1 119.18(15) 

C9 C10 C13 124.58(13) C2 C3 C4 119.54(14) 

N1 C12 C11 117.64(12)     

 

*3/2-X,+Y,1-Z 
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Verbindung 58 

 

 

Atome Bindungslänge [Å] Atome Bindungslänge [Å] 

N1 C12 1.355(5) C7 C6 1.434(6) 

N1 C1 1.334(6) C5 C6 1.357(7) 

N2 C11 1.367(5) C5 O1 1.369(7) 

N2 C10 1.333(5) C1 C2 1.400(7) 

C11 C12 1.418(6) C1 C14 1.508(7) 

C11 C7 1.399(6) C8 C9 1.356(7) 

C4 C12 1.411(6) C10 C9 1.405(7) 

C4 C5 1.439(6) C10 C13 1.491(7) 

C4 C3 1.410(6) C3 C2 1.361(7) 

C7 C8 1.424(6) C6 O1' 1.382(9) 

 

Atome Bindungswinkel [°] Atome Bindungswinkel [°] 

C1 N1 C12 119.2(4) C6 C5 O1 128.0(4) 

C10 N2 C11 124.4(4) O1 C5 C4 111.1(4) 

N2 C11 C12 120.1(4) N1 C1 C2 121.4(4) 

N2 C11 C7 118.4(4) N1 C1 C14 117.2(4) 

C7 C11 C12 121.5(4) C2 C1 C14 121.4(4) 

C12 C4 C5 120.3(4) C9 C8 C7 120.9(4) 

C3 C4 C12 117.1(4) N2 C10 C9 118.4(4) 

C3 C4 C5 122.6(4) N2 C10 C13 118.5(4) 

N1 C12 C11 119.6(4) C9 C10 C13 123.1(4) 

N1 C12 C4 122.4(4) C2 C3 C4 119.5(4) 

C4 C12 C11 117.9(4) C5 C6 C7 120.0(4) 

C11 C7 C8 117.9(4) C5 C6 O1' 129.4(5) 

C11 C7 C6 119.5(4) O1' C6 C7 110.6(5) 

C8 C7 C6 122.6(4) C8 C9 C10 119.9(4) 

C6 C5 C4 120.8(4) C3 C2 C1 120.4(4) 

 


