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Zusammenfassung 

 

Die Kernspinmagnetresonanzspektroskopie (NMR-Spektroskopie) ist eine bedeutende Technik 

in der modernen Analytik, vor allem in der Chemie. Darüber hinaus besitzt die NMR eine 

medizinische Relevanz in Form der Magnetresonanztomographie (MRT). Bedingt durch die 

niedrigen Energieunterschiede der Kernspinniveaus und der daraus resultierenden geringen 

Polarisation besitzen jedoch beide Techniken nur eine geringe Sensitivität. 

Verschiedene Hyperpolarisationstechniken ermöglichen die Verstärkung von NMR-Signalen in 

der Spektroskopie und der MRT. Die Parawasserstoffinduzierte Polarisation (PHIP) ist eine 

besonders einfach anwendbare, schnelle und vergleichsweise günstige Methode der 

Hyperpolarisation. Die Anwendung von PHIP an biologischen Molekülen ermöglicht 

einfachere und schnellere Untersuchungen von biologischen Prozessen und die Entwicklung 

neuartiger Kontrastmittel für die Medizin.  

Während bisher vor allem kleine Moleküle des Stoffwechsels hierfür untersucht wurden, 

widmet sich diese Arbeit größeren Molekülen wie Peptiden und Miniproteinen. In dieser 

Arbeit wird PHIP an dem Octapeptid Octreotid und dem Miniprotein MCoTI angewendet. Für 

die Markierung der Peptide wurde die Aminosäure Fmoc-L-Propargyltyrosin verwendet. 

Untersuchungen am einzelnen Markermolekül ergaben Verstärkungsfaktoren von bis zu 6000. 

Der Einbau in die Peptide und Miniproteine erfolgte durch Festphasenpeptidsynthese (SPPS). 

Die SPPS ermöglichte den Einbau an unterschiedliche Stellen in der Aminosäuresequenz. 

Octreotid ist ein Analogon zu dem Peptidhormon Somatostatin, welches auch als 

Wachstumshormoninhibitor wirkt. Es wird in der Behandlung und der Diagnostik 

verschiedener Krebsarten angewendet. Dabei kommen häufig radioaktive Marker zum 

Einsatz. Hyperpolarisation könnte den Einsatz von Octreotid in der MRT ohne zusätzliche 

Strahlenbelastung ermöglichen. 

Es wurden verschiedene Varianten von Octreotid mittels SPPS synthetisiert, welche sich in der 

Position des Markers sowie im C-Terminus unterschieden. Die Varianten mit dem Marker an 

Position 1 (F1Prg) zeigten einen Verstärkungsfaktor bis 2000. Die biologische Aktivität wurde 

mittels Zellbindungsstudien nachgewiesen und blieb auch mit dem Marker erhalten. 

MCoTI ist ein zyklischer Trypsininhibitor mit einer besonders stabilen Cystin-Knotenstruktur. 

Dies erlaubt eine Modifikation der Aminosäuresequenz zur Anbindung an medizinisch 

relevante Zielmoleküle unter Beibehaltung der generellen Struktur und langer Wirksamkeit 

im Körper. Eine nichtzyklische Variante aus 29 Aminosäuren wurde an drei unterschiedlichen 

Stellen mittels automatisierter SPPS für PHIP markiert. Dabei wurde jeweils ein 

Verstärkungsfaktor von 500 und 960 für die gefaltete Variante MP-5Pox und die lineare MP-

5Pred erhalten, welche beide biologisch inaktiv sind. Die Variante MP-27Pox zeigte die höchste 

biologische Aktivität mit nanomolarer Inhibition gegenüber Trypsin gefolgt von der Variante 

MP-1Pox. Über die Beobachtung der Reaktionskinetik der PHIP-Reaktion in Gegenwart von 

Trypsin konnte die Anbindung der Variante MP-1Pox an Trypsin beobachtet werden. 
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Summary 

 

Nuclear magnetic resonance spectroscopy (NMR spectroscopy) is an important technique in 

modern analytics, especially in chemistry. NMR also has medical relevance in the form of 

magnetic resonance imaging (MRI). However, due to the low energy differences of the 

nuclear spin levels and the resulting low polarization, both techniques have only a low 

sensitivity. 

Various hyperpolarization techniques enable the enhancement of NMR signals in spectroscopy 

and MRI. Parahydrogen-induced polarization (PHIP) is an easy applicable, fast and 

comparatively inexpensive method of hyperpolarization. The application of PHIP to biological 

molecules enables simpler and faster investigations of biological processes and the 

development of new contrast agents for medical applications. 

While currently mostly small molecules of the metabolism have been investigated, this work is 

dedicated to larger molecules such as peptides and miniproteins. In this work, PHIP is applied 

to the octapeptide Octreotide and the miniprotein MCoTI. The amino acid 

Fmoc-L-propargyl tyrosine was used to label the peptides. Studies on the individual marker 

molecule revealed enhancement factors of up to 6000. The incorporation into peptides and 

miniproteins was achieved by solid phase peptide synthesis (SPPS). SPPS enabled 

incorporation of the marker at different positions in the amino acid sequence. 

Octreotide is an analog of the peptide hormone somatostatin, which also acts as a growth 

hormone inhibitor. It is used in the trea tment and diagnosis of various types of cancer. 

Radioactive markers are often used for this purpose. Hyperpolarization could enable the use 

of Octreotide in MRI without additional radiation exposure.  

Different variants of Octreotide were synthesized using SPPS, which differed in the position of 

the marker and in the C-terminus. The variants with the marker at position 1 (F1Prg) showed 

an enhancement factor of up to 2000. The biological activity was demonstrated by cell 

binding studies and was also retained with the marker. 

MCoTI is a cyclic trypsin inhibitor with a particularly stable cystine knot structure. This allows 

modification of the amino acid  sequence for binding to medically relevant target molecules 

while retaining the general structure and long activity in the body. A non -cyclic variant of 29 

amino acids was labeled at three different positions using automated SPPS for PHIP. 

Enhancement factors of 500 and 960 were obtained for the folded variant MP-5Pox and the 

linear MP-5Pred, respectively, both of which are biologically inactive. The MP-27Pox variant 

showed the highest biological activity with nanomolar inhibition against trypsin, followed  by 

the MP-1Pox variant. By observing the reaction kinetics of the PHIP reaction in the presence of 

trypsin, the binding of the MP-1Pox variant to trypsin could be observed. 
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1. Einleitung  

 

Die Analytik ist einer der bedeutendsten Bausteine in der Chemie. Heutzutage stehen uns eine 

Vielzahl von Methoden zur Verfügung, die es ermöglichen, Strukturen aufzuklär en, die 

Reinheit von Stoffen zu bestimmen, die Eigenschaften von Molekülen und Materialien  zu 

untersuchen oder Reaktionen aufzuklären. Zusammen genommen ergibt sich somit ein 

umfassendes Bild einer Substanz, eines Materials oder eines physikalisch-chemischen 

Vorgangs.  

Eine besonders vielseitige Technik ist die Magnetresonanzspektroskopie, welche die 

Interaktion von Eigendrehimpulsen der Elementarteilchen, den Spins, und den an sie 

gekoppelten magnetischen Momenten mit äußeren magnetischen Momenten und Feldern 

untersucht. [1]  In einem magnetischen Feld erfolgt eine Aufspaltung der Energieniveaus der 

Spins (Zeeman-Effekt). [2]  Wenn elektromagnetische Wellen mit entsprechender 

Resonanzfrequenz eingestrahlt werden, können somit Übergänge zwischen diesen Niveaus 

beobachtet werden. [3]  

Im Fall von Elektronenspins wird  von Elektronenspinresonanz (ESR) gesprochen, bei der die 

Resonanzfrequenzen abhängig von der Magnetfeldstärke üblicherweise im 

Mikrowellenbereich (ca. 1 bis 100 GHz) liegen. Für Atomkerne liegt die Resonanzfrequenz in 

Abhängigkeit des äußeren Magnetfeldes im Bereich der Radiowellen (ca. 10 MHz bis 1 Ghz). 

B_`cg ugpb tml Icplqnglk_elcrpcqml_lx mbcp ´Lsajc_p K_elcrga Pcqml_lac§ &LKP'

gesprochen. [1]   

Die NMR-Spektroskopie ist eine der wichtigsten spektroskopischen Methoden in der Chemie. 

Sie dient der Strukturaufklärung  [4,5]  sowie der Bestimmung von Zusammensetzungen und 

Reinheit von Proben. Darüber hinaus kann sie Einblicke in Moleküldynamiken und 

Diffusionsprozessen [6,7]  sowie chemische Reaktionen und Reaktionskinetiken liefern [8] . Über 

das Anlegen eines Feldgradienten lassen sich auch ortsabhängige Informationen über eine 

Probe bis hin zu dreidimensionalen Abbildungen von Objekten erhalten. In der Medizin wird 

dies in der Magnetresonanztomographie (MRT) angewendet. Diese zählt zu den 

bedeutendsten nicht-invasiven bildgebenden Untersuchungsmethoden. [9]  

Sowohl die NMR-Spektroskopie als auch die MRT besitzen jedoch einen gravierenden 

Nachteil, eine geringe Sensitivität. [10]  Trotz immer stärkerer Magnetfelder bleibt die 

Aufspaltung der Energieniveaus von Kernspins vergleichsweise klein. Der für die Beobachtung 

von Magnetresonanz notwendige Besetzungszahlunterschied ist daher bei 

Standardbedingungen entsprechend niedrig. Dies wird besonders deutlich bei Kernarten mit 

kleinem magnetischem Moment und geringer natürlicher Häufigkeit. Aussagekräftige 

Spektren lassen sich dann häufig nur mit großen Mengen an Analyten oder sehr langen 

Messzeiten erreichen. 

Aufgrund der hohen Bedeutung dieser Untersuchungsmethode für Medizin und Wissenschaft 

wird daher nach Wegen gesucht, um diesen Nachteil der geringen Sensitivität auszugleichen. 

Hierzu wurden verschiedene Techniken entwickelt, die sich unter dem Begriff ̈

Hyperpolarisation  ̆ zusammenfassen lassen. [10]  Dieser bezeichnet die Erzeugung von 

Besetzungszahlunterschieden, die über das thermische Gleichgewicht hinaus gehen. Sie 

erlauben somit eine Signalverstärkung und damit eine erhöhte Sensitivität. 
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Zu diesen Hyperpolarisationsverfahren zählt unter anderem die Parawasserstoff-Induzierte 

Nmj_pgq_rgml &´N_p_-Fwbpmecl Glbsacb Nmj_pgx_rgml§* NFGN', [11,12]  Als Parawasserstoff wird der 

Singulett-Zustand des Wasserstoffmoleküls H2 bezogen auf die Kernspins der beiden 

Wasserstoffatome bezeichnet. [13]  Dieser lässt sich auf einfache und kostengünstige Art 

darstellen. Die erzeugte Spin-Ordnung lässt sich anschließend auf unterschiedlichen Wegen 

auf ein Zielmolekül übertragen, welches mittels Kernspinmagnetresonanz untersucht werden 

soll. Bei der PHIP wird das Parawasserstoffmolekül über eine Hydrierungsreaktion kovalent 

an das Zielmolekül gebunden. Dadurch lassen sich Signalverstärkungen mit einem Faktor von 

mehreren Größenordnungen erzielen. [11,12]  

Besondere Bedeutung erhält PHIP dabei für die Untersuchung von Hydrierungsreaktionen, da 

hierdurch schon geringe Konzentrationen an Zwischenstufen und Übergangszuständen 

detektiert werden können. Ein weiteres wichtiges Feld mit zunehmendem Interesse stellt die 

Untersuchung von Biomolekülen in biologischen Systemen mittels Hyperpolarisation dar.[14­20]  

Da die Konzentrationen von Biomolekülen durch die Systeme und mögliche Nebenwirkungen 

bei zu hohen Konzentrationen begrenzt ist, bieten sich Hyperpolarisationsverfahren wie PHIP 

an, um diese Systeme mit Analyten in physiologisch relevanten Konzentrationen zu 

untersuchen. 

Durch die erhöhte Sensitivität ermöglicht die Hyperpolarisation die Aufklärung von 

verschiedenen biologischen Prozessen [21,22] . Besonders hohe Erwartungen liegen in 

medizinischen Anwendungen für die Diagnostik mittels MRT mit hyperpolarisierten 

Kontrastmitteln. [23­25]  

Viele Anwendungen fokussieren sich dabei vor allem auf kleine Moleküle, die am Stoffwechsel 

teilnehmen. Beispiele hierfür sind Pyruvat, Fumarat sowie Lactat, welche Teil des 

Energiestoffwechsels sind. In hyperpolarisierter Form stellen diese eine mögliche Alternative 

zu gadoliniumbasierten Kontrastmitteln dar. [26­28]  Bei letzteren zeigten sich Bedenken 

hinsichtlich der Einlagerung von Gadolinium in Geweben und Organschädigungen bei 

bestimmten Patienten.[28]  Bei den hyperpolarisierten Kontrastmitteln wird  der Kontrast durch 

die erhöhte Signalintensität der verstärkten Molekülsignale erzeugt, womit kein Zusatz von 

koordinierten Metallen mit ihren möglichen Nebenwirkungen notwendig ist . 

Ein häufig untersuchter Kandidat für ein solches Kontrastmittel stellt hyperpolarisiertes 

Pyruvat dar, [29,30]  welches während des anaeroben Energiestoffwechsels in Milchsäure 

umgewandelt wird . [31]  Da Tumorzellen einen erhöhten Stoffwechsel und Energiebedarf 

aufweisen, ist die Aufnahme von Pyruvat und dessen Umsatz in Tumoren gegenüber dem 

umgebenden gesunden Gewebe erhöht. [32,33]  

Durch die Hyperpolarisation des Pyruvats sind dieses sowie die entstehenden 

Stoffwechselprodukte schon in physiologischen Konzentrationen nachweisbar. Das Verhältnis 

von Pyruvat zu Milchsäure lässt auf die Stoffwechselaktivität schließen, welche somit helfen 

kann, Tumorgewebe zu charakterisieren und von gesundem Gewebe zu unterscheiden. [25]  Da 

Pyruvat in allen Zellen des Körpers vorkommt, ist dieses nicht spezifisch für bestimmte 

Tumor- und Zellarten. Es wäre daher von Vorteil, wenn auch zielgerichtet bindende Moleküle 

wie Peptide und Proteine mittels Hyperpolarisation als Kontrastmittel eingesetzt werden 

könnten.  

Aminosäuren, als Grundbaustein von Peptiden und Proteinen sowie als Botenstoffe, stellen 

bereits wichtige Ziele für Studien mittels Hyperpolarisation dar. [15,17,19]  Aber auch größere 
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Moleküle wie Peptide und biobasierte Polymere lassen sich mittels Hyperpolarisation 

untersuchen. [34,35]  Peptide und Proteine sind eine bedeutende Klasse von Biomolekülen. [36]  

Sie erfüllen eine Vielzahl von Aufgaben von Strukturproteinen über Hormone und Rezeptoren 

bis hin zu Enzymen. Dabei wirken sie vor allem über typischerweise sehr spezifische 

Interaktionen mit anderen Proteinen. Um solche Interaktionen unter physiologischen 

Bedingungen oder in vivo zu untersuchen, bieten sich ebenfalls Hyperpolarisationsverfahren 

an. [37]   

In dieser Arbeit geht es um die Untersuchung von Peptiden und Miniproteinen mit Hilfe der 

NMR-Spektroskopie unter Anwendung von PHIP. Dabei liegt der Fokus auf zwei 

unterschiedlichen Molekülen, das Octapeptid Octreotid sowie das Miniprotein MCoTI-II.  

Octreotid, welches ein synthetisches Analogon zum Hormon Somatostatin darstellt wird in 

der Medizin zur Behandlung von hormonausschüttenden Tumoren und für die Bildgebung in 

der Positronen-Emissions-Tomographie (PET) eingesetzt. Durch die bei einem PET-Scan 

verabreichten radioaktiven ɓ-Strahler, besteht jedoch das Risiko von zusätzlichen 

Schädigungen von Gewebe und Erbinformation, was schlimmstenfalls auch zur Bildung 

weiterer Tumore führen kann. Die den PET-Scan häufig ergänzende Computer-Tomographie 

(CT) stellt eine zusätzliche Strahlenbelastung dar. [38,39]  

Zur Vermeidung dieser Strahlenbelastung bietet sich der Einsatz von MRT zur Untersuchung 

von Tumorgeweben an. Hyperpolarisiertes Octreotid als zielgerichtetes Kontrastmittel, 

welches vorwiegend an das Tumorgewebe bindet, könnte hierzu beitragen. Daher ist ein Ziel 

dieser Arbeit die Erzeugung von Hyperpolarisation mittels PHIP an entsprechend 

modifizierten Octreotid varianten.  

Des Weiteren wurde das Miniprotein MCoTI-II untersucht. Dabei handelt es sich um einen 

Inhibitor  des Verdauungsenzyms Trypsin aus den Samen von Momordica cochinchinensis, 

welcher durch seine Cystein-Knoten-Struktur eine besonders hohe Stabilität aufweist. 

MCoTI-II stellt dabei nur ein Beispiel aus einer großen Familie von Cystein-Knoten-

Miniprot einen dar, welche trotz ähnlicher Struktur und Eigenschaften viele unterschiedliche 

biologische Funktionen aufweisen. [40]  Die hohe Stabilität und die starke inhibitorische 

Wirkung machen dieses zu einem interessanten Forschungsobjekt für zum Beispiel den 

Pflanzenschutz [41] , aber auch in der Medizin. [42­44]  

Hyperpolarisation kann ein mögliches Werkzeug bei der Untersuchung und Entwicklung 

solcher proteinbasierten Wirkstoffe werden. Es soll daher die Frage geklärt werden, welches 

Möglichkeiten PHIP an großen Molekülen wie dem hier gezeigten Miniprotein  aus bis zu 30 

Aminosäuren bietet. 

Die genannten Biomoleküle besitzen ursprünglich keine für PHIP geeigneten reaktiven 

Gruppen und müssen daher mit speziellen Markern ausgestattet werden, die als Vorstufe in 

der Hydrierungsreaktion dienen können, damit PHIP ermöglicht wird . Daher werden in dieser 

Arbeit zunächst die Synthese und der Einbau der speziellen Marker in die Biomoleküle 

durchgeführt, optimiert und vorgestellt. Anschließend wird der Einfluss unterschiedlicher 

Positionen der Marker in den Biomolekülen auf die Effektivität von PHIP untersucht und 

diskutiert und ein Bezug zur biologischen Aktivität hergestellt.   
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2. Theorie 

 

In diesem Kapitel werden zunächst die Kernspinmagnetresonanz sowie einige Grundbegriffe 

ihrer physikalischen Grundlagen und ihre Funktionsweise beschrieben. Zudem wird auf 

Herausforderungen der Technik eingegangen und mögliche Lösungen sowie neue Chancen 

durch Verfahren wie Hyperpolarisation werden vorgestellt. Anschließend werden die 

Grundlagen der Hyperpolarisation mittels Parawasserstoff erläutert. Danach werden die in 

dieser Arbeit untersuchten Peptide vorgestellt und erläutert, wie Hyperpolarisation zur 

Untersuchung von Biomolekülen und der Medizin beitragen kann. 

 

2.1. Kernspinmagnetresonanzspektroskopie  

Die Kernspinmagnetresonanzspektroskopie (Englisch: Nuclear Magnetic Resonance, NMR) ist 

eine Technik zur Beobachtung von Interaktionen des Kernspins mit externen und internen 

elektromagnetischen Feldern. Aus diesen Beobachtungen lassen sich Informationen über die 

Struktur und den Aufbau von Molekülen gewinnen.  [4]  Neben intra molekularen 

Zusammenhängen der Atome lassen sich zudem auch intermolekulare Wechselwirkungen 

beobachten. Dadurch können größere (Kristall-) Strukturen [45] , Moleküldynamiken bis hin zu 

Diffusionsprozessen [6]  untersucht werden. [46]  

Zudem lässt sich die Kernspinmagnetresonanz auch als bildgebendes Verfahren in der 

Magnetresonanztomographie, MRT, (Englisch: Magnetic Resonance Imaging, MRI) einsetzten. 
[47]  Diese stellt ein wertvolles Werkzeug in der klinischen Diagnostik dar. [9]  

 

2.1.1. Der Kernspin 

Seit dem frühen 20. Jahrhundert ist bekannt und nachgewiesen, dass Atome einen 

Eigendrehimpuls, den sogenannten Spin, besitzen. [48]  Der Gesamtspin des Atoms setzt sich 

wiederum aus dem Elektronenspin [49] , dem Bahndrehimpuls der Elektronen und dem 

Kernspin[50]  zusammen. Der Kernspin hat dabei nur einen schwachen Anteil am 

Gesamtatomspin. Der Spin wird nicht durch die klassische Rotation einer Masse 

hervorgerufen, sondern ist eine quantenmechanische, unveränderliche innere Eigenschaft der 

Teilchen. Er beträgt ein halb- oder ganzzahliges Vielfaches der reduzierten Planck-Konstante 

ü, wobei der Faktor als Spinquantenzahl bezeichnet wird. Wie das Elektron besitzen auch das 

Proton und das Neutron eine Spinquantenzahl von ½. Da der Kernspin sich wiederum aus den 

Eigendrehimpulsen und Bahndrehimpulsen der einzelnen Kernbestandteile zusammensetzt, 

unterscheiden sich Isotope des gleichen Elements in ihren Kernspins. 

Gekoppelt an den Spin Ὅᴆ besitzen alle oben genannten Teilchen ein magnetisches Moment ‘ᴆ. 

Die Ausrichtung von ‘ᴆ folgt dabei dem Spin, der Betrag wiederum hängt vom reduzierten 

Nj_lai%qchen Wirkungsquantum ü und dem gyromagnetischen Verhältnis ɾ ab, welches 

spezifisch für Kerne eines Isotops ist (Gleichung (1). 

‘ᴆ ‎ ü Ὅᴆ (1)  
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Kernspin und Elektronenspin können über die sogenannte Hyperfeinkopplung miteinander 

interagieren. [51]  Dadurch wurde es erstmals möglich, Kernspins über optische 

Emissionsspektren oder die Ablenkung von Atomstrahlen in Magnetfeldern zu bestimmen [52] .  

Heutzutage werden die Kernspins und Elektronenspins über magnetische Induktion mittels 

Kern- bzw. Elektronenspinresonanz vermessen. [53]  Die NMR-Spektroskopie arbeitet dabei 

unter sehr starken Magnetfeldern. Die Hyperfeinkopplung wird somit durch das starke, 

externe Magnetfeld aufgehoben. [50,54]  Dadurch lässt sich der Kernspin in der 

NMR-Spektroskopie unabhängig vom Elektronenspin beobachten.  

 

2.1.2. Zeeman-Effekt und Larmorfrequenz  

Die Grundlage für die Beobachtung von Kernspinresonanz bildet der Zeeman-Effekt. Ohne ein 

äußeres Magnetfeld liegen die Kernspins eines Ensembles entartet, das heißt im gleichen 

Energiezustand, vor. Beim Anlegen eines äußeren Magnetfeldes B0 führt dieses zu einer 

Aufspaltung des Ensembles in zwei oder mehr Energieniveaus der magnetischen 

Kernspinzustände. [2]  Für ein Teilchen mit Spinquantenzahl j =  ½ liegen dabei 2j+1 , also 2 

Zustände vor, welche oft mit Ŭ und ɓ bezeichnet werden (Abbildung 1). Die Energiedifferenz 

ЎὉ zwischen diesen beiden Zuständen ist dabei proportional zur Feldstärke des äußeren 

Magnetfeldes B0, dem gyromagnetischen Verhältnis des Kerns ɾ und dem reduzierten 

Nj_lai%qafcl Ugpisleqos_lrskü (Gleichung (2). [55]  

ЎὉ  ü‎ὄ 
(2) 

 

Abbildung 1: Energieniveaus eines Spin-1/2-Systems ohne (links) und mit externem Magnetfeld B0 (rechts). Der 

Zeeman-Effekt beschreibt die Aufspaltung der Energieniveaus mit der Energiedifferenz ̡ E. 

 

Klassisch lässt sich dies erklären, indem angenommen wird, dass das magnetische Moment ‘ᴆ 

zu einer Ausrichtung des Kernspins im äußeren Magnetfeld B0 führt. Dabei ist die Ausrichtung 

von ‘ᴆ parallel zum B0-Feld bevorzugt und liegt somit energetisch niedriger gegenüber der 

Ausrichtung entgegen der Feldrichtung. 

Aufgrund der Richtungsquantelung des Spins im B0-Feld findet keine vollständige Ausrichtung 

des Spins statt. [56]  Die weiterhin wirkende Kraft des B0-Feldes auf ‘ᴆ führt zu einer Präzession 

des magnetischen Kernmoments um die Achse von B0 (Abbildung 2). Die Frequenz ‫  dieser 

Präzessionsbewegung wird als Larmorfrequenz bezeichnet und ist abhängig von der 

Magnetfeldstärke B0 und dem gyromagnetischen Verhältnis ɾ des jeweiligen Kerns (Gleichung 

(3). [57]  

‫ ‎ὄ 
(3)  



 

Seite 6 

 

Abbildung 2: Der Spin eines Atomkerns verhält sich wie ein Drehimpuls und erzeugt ein magnetisches Moment ‘ᴆ. 

Der Atomkern rotiert  dabei nicht wirklich. Wird ein externes Magnetfeld B0 angelegt, so präzessiert das 

magnetische Moment ‘ᴆ mit der Larmorfrequenz um ὄᴆ.  

 

2.1.3. Klassische Beschreibung von NMR-Spektroskopie  und Relaxation  

Klassisch lassen sich die Vorgänge bei der NMR-Spektroskopie mit den Bloch-Gleichungen 

beschreiben. Diese beschreiben die Änderung der Magnetisierung einer Probe unter Resonanz 

mit eingestrahlter elektromagnetischer Strahlung und freier Präzession. [53]  Zusammengefasst 

und in Vektorschreibweise entsprechen diese Gleichung (4): 

Ὠὓᴆ

Ὠὸ
‎ὓᴆ ὄᴆ Ὡᴆ

ὓ

Ὕ
Ὡᴆ
ὓ

Ὕ
Ὡᴆ
ὓ ὓ

Ὕ
 

(4) 

Dabei ist ὓᴆ die Gesamtmagnetisierung, M0 die Magnetisierung im thermischen Gleichgewicht 

und Mx, My, und Mz die Einzelkomponenten in Richtung der Einheitsvektoren Ὡᴆ, Ὡᴆ und Ὡᴆ in 

einem kartesischen Koordinatensystem. B ist das gesamte Magnetfeld aus B0 und ggf. einem 

eingestrahltem Wechselfeld B1. T1 und T2 bezeichnen jeweils die longitudinale und 

transversale Relaxationszeit, mit der die Magnetisierung in das thermische Gleichgewicht 

übergeht. Im Folgenden sollen die einzelnen Vorgänge bei einem Resonanzexperiment kurz 

erläutert werden. 

Die Magnetisierung ὓᴆ einer Probe ergibt sich aus dem Erwartungswert der Summe aller 

magnetischen Momente ‘ᴆ. In einem Magnetfeld B0 >  0 weist im thermischen Gleichgewicht 

eine knappe Mehrheit der magnetischen Spinmomente in Richtung des B0-Feldes. Da die 

Phasen, mit denen die Spinmomente jeweils um das B0-Feld präzessieren, zufällig verteilt sind 

und diese in Summe die Form eines Kegels beschreiben, ergibt sich im Mittel eine 

Magnetisierung in Richtung des B0-Feldes. In einem kartesischen Koordinatensystem wird 

dieses häufig mit der Z-Achse gleichgesetzt. Daher liegt im thermischen Gleichgewicht die 

Magnetisierung in Z-Richtung vor (ὓᴆ  ὓᴆ) (Abbildung 3). 
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Abbildung 3: Die Gesamtmagnetisierung ὓᴆ entlang der Z-Achse (blau) ergibt sich aus dem Mittelwert der 

magnetischen Kernspinmomente (grün) . Letztere sind Kegelförmig um die Z-Achse verteilt. 

 

Wird eine elektromagnetische Welle auf die Probe eingestrahlt, so besitzt diese eine mit der 

Frequenz Ὢ  oszillierende Magnetfeldkomponente B1, welche so gewählt werden kann, dass 

sie in der X- oder Y-Achse des Koordinatensystems schwingt. Dabei lässt sich die lineare 

Schwingung des B1-Feldes als Summe von zwei in der XY-Ebene gegenläufig rotierenden 

Feldern mit den Kreisfrequenzen ‫  und ‫  beschreiben (Abbildung 4 a). Befindet sich 

das eingestrahlte Feld in Resonanz mit den Kernspins, d.h. ‫  ‫ , so besitzt eine der 

rotierenden Feldkomponenten die gleiche Kreisfrequenz wie die um B0 präzessierenden 

Kernspinmomente. Die gegenläufige Komponente mit ‫  wäre mit der doppelten Frequenz 

ς‫  aus Sicht der Kernspins nicht in Resonanz. 

Für einen Beobachter in einem mit ʖL rotierenden Koordinatensystem stehen die um B0 

rotierenden Spins sowie die entsprechende in Resonanz befindliche B1-Komponente still 

(Abbildung 4 b). Da die durch B0 verursachte Präzession der Spins nicht beobachtet wird, ist 

es so, als ob B0 nicht vorhanden wäre. Es wirkt in diesem rotierenden Koordinatensystem 

entsprechend nur noch B1 auf die magnetischen Momente. Diese erfahren somit erneut eine 

senkrecht wirkende Kraft ähnlich der im B0-Feld, nun jedoch in Bezug auf B1, sodass sie um 

die Achse von B1 präzessieren. Da dies für alle Spins in Resonanz gilt, kippt die 

Gesamtmagnetisierung MZ von der Z-Achse in die XY-Ebene. Wird das B1-Feld anschließend in 

dem Moment abgeschaltet, indem die Magnetisierung der Probe um 90° gekippt wurde, wird 

die eingestrahlte Welle als 90°-Puls oder ʌ/2 -Puls bezeichnet. Wird die Welle doppelt so lange 

auf die Probe eingestrahlt, so dreht sich die Magnetisierung um 180° und endet in der -Z-

Achse. Dieser Vorgang wird als 180°- oder ʌ-Puls bezeichnet. [58]  
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Abbildung 4: (a) Die magnetische Komponente B1 der eingestrahlten Radiowelle im statischen Laborsystem 

schwingt linear, hier in Richtung der X-Achse. Dabei kann die Schwingung in zwei in der XY-Ebene gegenläufig 

rotierende Komponenten  ‫  und ‫  zerlegt werden. Ähnlich wie bei einem Karussell sieht ein äußerer 

Beobachter, wie die Spins und die B1-Komponenten um B0 (Z-Achse) präzessieren. (b) Ein Beobachter, welcher mit 

der Bahnfrequenz ‫  rotiert  (also im Karussell sitzt), würde ein statisches Magnetfeld B1 wahrnehmen, gleiches 

gilt für  die rotierenden magnetischen Kernspinmomente ‘ᴆ. (die Figuren auf dem Karussell). Hierdurch ist die 

Wirkung von B0 und damit  auch deren Ursache, also B0 selbst, für den rotierenden Beobachter nicht mehr 

wahrnehmbar. Stattdessen präzessiert die Magnetisierung analog um B1. 

 

Da nach dem Abschalten des B1-Feldes im statischen Koordinatensystem nur noch B0 auf die 

Spins wirkt, setzten diese nach einem 90°-Puls ihre Präzession um B0 fort und mit ihnen die 

resultierende Gesamtmagnetisierung ὓᴆ in der XY-Ebene. Diese Rotation der Magnetisierung 

in der XY-Ebene kann durch einen geeigneten elektrischen Schaltkreis als elektromagnetisch 

induzierte Wechselspannung detektiert  werden (Abbildung 5). Das durch die freie Induktion 

erhaltene, zeitabhängige analoge Spannungssignal wird digitalisiert und aufgezeichnet. 

Die Rotation der Magnetisierung in der XY-Ebene hält jedoch nicht dauerhaft an, da das 

System wieder in seinen Ausgangszustand im thermischen Gleichgewicht relaxiert, wodurch 

die Z-Magnetisierung wiederaufgebaut wird. Das aufgezeichnete Signal beschreibt also eine 

gedämpfte Schwingung, welche als Freier Induktionszerfall (engl. Free Induction Decay, FID) 

bezeichnet wird. Aus der Fouriertransformation des FIDs wird das Spektrum erhalten, welches 

die Signale der jeweiligen Spins zeigt. [59]  
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Abbildung 5: Die im statischen Laborsystem in der XY-Ebene um die Z-Achse präzessierende Magnetisierung ὓᴆ 

induziert einen Wechselstrom I in einer Spule. Aufgrund von Relaxation nimmt die Magnetisierung in der XY-Ebene 

mit  der Zeit exponentiell ab und in Richtung der Z-Achse zu. Die Amplitude des induzierten Stroms fällt somit 

ebenfalls exponentiell ab und führt zum  freien Induktionszerfall  (FID). 

 

Die Zeitkonstante T1, mit der das System in das thermische Gleichgewicht relaxiert, wird als 

longitudinale Relaxationszeit bezeichnet. Die Relaxation in den thermischen Ausgangszustand 

erfolgt exponentiell, wodurch dieser näherungsweise nach dem drei- bis fünffachen Zeitraum 

T1 erreicht wird . Maßgeblich für die T1-Relaxation sind Fluktuationen im Magnetfeld, welche 

am Spin mit der  Frequenz ‫  auftreten. Diese Feldschwankungen werden durch Interaktionen 

mit benachbarten Spins und die Eigenbewegung der Moleküle hervorgerufen. [46]  Diese sind 

unter anderem von der Viskosität und der Temperatur abhängig und damit ändert sich auch 

der Spektralanteil der Feldschwankungen um ‫  mit der Temperatur. Dadurch zeigt sich ein 

Minimum in T1 bei einer bestimmten Temperatur. [1,60]  

 

Abbildung 6: Schematischer Verlauf der Relaxationszeiten T1 (grün) und T2 (rot) von tiefen Temperaturen und 

hohen Viskositäten (links) zu hohen Temperaturen und niedrigen Viskositäten (rechts).[1] 
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Neben der T1-Relaxation tritt auch die sogenannte transversale Relaxation mit der 

Zeitkonstante T2 auf. Da die Spins in einem System durch Inhomogenitäten im statischen B0-

Feld leichten Unterschieden in der Feldstärke ausgesetzt sind, unterscheiden sich deren 

Larmorfrequenzen geringfügig. Während die Magnetisierung kurz nach einem ʌ/2 -Puls in der 

XY-Ebene kohärent um die Z-Achse präzessiert, so kommt es durch die Unterschiede in den 

Larmorfrequenzen zu einem Auffächern der Spins und dem Verlust der Kohärenz und damit 

zu einer Abnahme des Betrags der Magnetisierung in der XY-Ebene. Nach einer Zeit ʐ kann 

durch einen ʌ-Puls die Rotationsrichtung der Spins umgekehrt werden, weshalb diese nach 

einer weiteren Zeitperiode ʐ wieder zusammenlaufen. Somit werden die Kohärenz und die 

Magnetisierung vorrübergehend wiederhergestellt. Dieser Vorgang wird als Spin-Echo 

bezeichnet (Abbildung 7). [6,58]  

 

Abbildung 7: Schematische Darstellung eines Spin-Echo-Experiments, oben mit der Pulssequenz aus 90° 

Anregungspuls, der Wartezeit ʐ, dem 180°-Puls und dem Echo nach einer weiteren Zeit ʐ und unten Schematische 

Repräsentation unterschiedlicher Spins (orange, gelb, grün) und der Gesamtmagnetisierung (blau). Nach dem 90°-

Puls liegt die Gesamtmagnetisierung in der XY-Ebene. Sie nimmt jedoch durch das Auffächern der Kohärenz der 

Spins ab. Durch einen 180°-Puls nach der Zeit ʐ erfolgt der Richtungswechsel der Spinpräzession, wodurch die Spins 

nach einer zweiten Zeit ʐ wieder zur Kohärenz finden und die Magnetisierung erneut aufgebaut wird.  

 

2.1.4. Bestimmung der T1-Zeit 

Aus der T1 Zeit lässt sich aufgrund der zuvor beschriebenen Zusammenhänge etwas über 

Dynamiken im untersuchten System lernen. Zudem ist sie ein Maß für die Lebensdauer eines 

angeregten Spinzustands. Zur Bestimmung von T1-Zeiten gibt es verschiedene Methoden. Eine 

der häufigsten ist das Inversion-Recovery-Experiment (Abbildung 8). 

 

Abbildung 8: Pulssequenz für ein Inversion-Recovery-Experiment zur Bestimmung von T1. (Abbildung aus [61]) 
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Hierbei erfolgt zunächst eine Invertierung der Magnetisierung vom Ausgangszustand im 

thermischen Gleichgewicht +Z auf -Z durch einen 180° (2 )́-Puls. In einer anschließenden 

Wartezeit von veränderlicher Dauer (vd) relaxiert die Magnetisierung zurück in das 

thermische Gleichgewicht, wobei zunächst die Magnetisierung in -Z abnimmt und nach einem 

0-Durchgang in +Z zunimmt. Durch die Variabilität von vd kann zu jedem Zeitpunkt während 

des Relaxationsprozesses ein 90° (́)-Puls die jeweils vorliegende Magnetisierung in die XY-

Ebene kippen, wodurch ein FID aufgenommen werden kann. Eine negative Magnetisierung 

(-Z) resultiert in einem negativen Signal und umgekehrt. Die Aufnahme einer Serie von 

Signalen mit unterschiedlichem vd resultiert in einer Reihe von Signalen, die mit 

zunehmendem vd von negativer zu positiver Amplitude anwachsen, bis ein Plateau im 

thermischen Gleichgewicht erreicht wird.  

Die Auswertung zur Bestimmung von T1 kann durch Linearisierung der Daten erfolgen. Dabei 

ist I0 die Intensität bzw. das Integral des Signals im thermischen Gleichgewicht und I(t)  die 

Intensität/ das Integral  zum jeweiligen Zeitpunkt t=vd . Der Logarithmus der Differenz ln(I 0-

I(t))  wird gegen die Aufbauzeit t geplottet. T1 ergibt sich aus dem Kehrwert der Steigung der 

gefitteten linearen Gleichung (5):  

ÌÎὍ Ὅὸ
ὸ

Ὕ
ÌÎ ςὍ  

 

(5) 

2.1.5. Chemische Verschiebung 

Neben den im vorherigen Abschnitt erwähnten Inhomogenitäten im B0-Feld können die Kerne 

auch innerhalb eines Moleküls leichten Unterschieden in der Magnetfeldstärke ausgesetzt 

sein. Ursächlich hierfür ist die unterschiedliche Verteilung der Elektronendichte innerhalb des 

Moleküls aufgrund der Elektronegativität der einzelnen Atome oder induktive Effekte sowie 

aromatische und mesomere Systeme. [1,62,63]  

Eine hohe Elektronendichte am Ort des Kerns sorgt für eine Abschirmung des Kernspins vom 

äußeren Magnetfeld. Dieser erfährt somit eine verhältnismäßig schwächere 

Zeemanaufspaltung und besitzt eine verringerte Larmorfrequenz, was auch als Abschirmung 

bezeichnet wird . Umgekehrt erfahren Kerne mit niedriger Elektronendichte eine 

Entschirmung, welche mit höherem lokalem Magnetfeld und höherer Larmorfrequenz 

einhergeht. Bei aromatischen Systemen sorgen die Ringströme der delokalisierten Elektronen 

für ein zusätzliches magnetisches Feld an den am Ring angebundenen Kernen. Dieses 

zusätzliche Feld hat ebenfalls einen entschirmenden Effekt. [1,63]   

 

Da die Elektronendichte im Molekül maßgeblich von der chemischen Umgebung des Kerns 

abhängt, wird die Verschiebung der Larmorfrequenz als chemische Verschiebung bezeichnet. 

Für Protonen liegt diese in der Größenordnung von wenigen ppm &´n_prq ncp kgjjgml§' der 

Larmorfrequenz. Da die absolute Resonanzfrequenz der Kerne von der Stärke des äußeren B0-

Feldes abhängt, wird zum Zweck der vereinfachten Vergleichbarkeit von Spektren bei 

unterschiedlichem B0 eine relative Skala zur Bestimmung der chemischen Verschiebung 

verwendet. Dabei wird die Resonanzfrequenz eines Kerns auf die Resonanzfrequenz ‫ ‫  

eines zuvor festgelegten Standards bezogen, für Protonen ist dies Trimethylsilan (TMS). Die 

chemische Verschiebung ‏ ergibt sich somit nach Gleichung (6) [1] : 
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‏
‫ ‫

‫
ρπ (6) 

 

Der Faktor von 106 in Gleichung (6) ergibt sich aus den im Vergleich zur Larmorfrequenz 

geringen Frequenzunterschieden durch die chemische Verschiebung. Hierdurch liegt die 

chemische Verschiebung ‏  in der Größenordnung von wenigen Millionsteln der 

Standardfrequenz ‫ . Die chemische Verschiebung wird daher in ppm angegeben. 

Die Vorhersage der genauen chemischen Verschiebung eines Spins ist sehr aufwändig. [64]  

Empirisch hat sich jedoch gezeigt, dass bestimmte chemische Gruppen und 

Funktionalisierungen meist zu sehr ähnlichen chemischen Verschiebungen führen, welche in 

Abbildung 9 schematisch dargestellt sind. Diese empirischen zusammenhänge erlauben oft 

schon eine schnelle Zuordnung der Signale zu einzelnen Atomen eines Moleküls. [1]  

 

Abbildung 9: Typische chemische Verschiebung in 1H und 13C NMR-Spektren für verschiedene funktionelle Gruppen. 

Ar: Aromaten, R: beliebiger Rest. [1]  

 

Zur Beschreibung von Spinsystemen werden die koppelnden Kerne gemäß ihrer chemischen 

Verschiebung häufig mit Buchstaben bezeichnet, die umso weiter im Alphabet auseinander 

liegen, je unterschiedlicher ihre chemische Verschiebung ist. [1]  Ein System aus n magnetisch 

äquivalenten Kernen wäre somit ein An-System (z.B. A2, für n=2) , während zwei ähnliche 
Kerne ein AB-System und zwei sehr unterschiedliche Kerne ein AX-System darstellen. Die 

Ähnlichkeit zweier Kerne ist dabei maßgeblich vom Verhältnis der feldstärkeabhängigen 

Larmorfrequenz zur stärke ihrer Kopplung untereinander abhängig. 

 

2.1.6. Skalare-/J-Kopplung und  

Die Skalare- oder J-Kopplung bezeichnet die Wechselwirkung von Kernspins über Bindungen 

innerhalb eines Moleküls. [65]  Dies können kovalente Bindungen, aber auch 

Komplexbindungen sein. Die Wechselwirkung zwischen den Kernspins wird über die 

Elektronenspins in den Molekülorbitalen ermöglicht.  Die Kombinationen unterschiedlicher 
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Kernspinorientierungen weisen unterschiedlich hohe Energieniveaus und damit 

unterschiedliche Larmorfrequenzen auf. Bei Kernen in einem AX-System, die bei starkem B0-

Feld (Hochfeld) häufig vorliegen, i st die J-Kopplung um einige Größenordnungen kleiner als 

die chemische Verschiebung. Bei magnetisch ähnlichen Kernen in einem AB-System oder sehr 

schwachem B0-Feld kann die J-Kopplung die dominierende Wechselwirkung darstellen. [1]  

In einem NMR-Spektrum zeigt sich die J-Kopplung zwischen magnetisch nicht äquivalenten 

Kernen anhand von Linienaufspaltungen der Signale. [66]  Für Spin-½ Teilchen lässt sich die 

Jglgcldmpk &Ksjrgnjgxgròr' bgpcir kgr bcp ?lx_fj _l imnncjlbcl Icplcl Ĉ`cp b_q N_qa_j^qafc

Dreieck verknüpfen (Abbildung 10). [1]  Ein Kern ohne Kopplung oder in einem An-System 

zeigt ein einzelnes (Singulett) Signal. Bei einem einzelnen Kopplungspartner erfolgt für die 

Signale beider Kerne jeweils eine Aufspaltung in ein Dublett mi t dem Intensitätsverhältnis 

1:1. Die Stärke der Aufspaltung in Hertz (Hz) entspricht der Größe der J-

Kopplungskonstanten. Bei zwei magnetisch äquivalenten Kopplungspartnern (AX2) entsteht 

ein Triplett mit den Intensitäten 1:2:1, etc..  

 

Abbildung 10: Die Zeilen im Pascalòschen Dreieck geben die Intensitªtsverteilung innerhalb eines Signals mit 

entsprechender Multiplizität an.  

 

Bei mehreren magnetisch unterschiedlichen Kopplungspartnern erfolgt eine zusätzliche 

Aufspaltung der bereits aufgespaltenen Linien entsprechend der jeweiligen Anzahl an Kernen. 

Die Kopplung kann sowohl zwischen Kernen gleicher Art (homonuklear) als auch zwischen 

unterschiedlichen Kernarten (heteronuklear) stattfinden.  

 

2.1.7. 2-Dimensionale NMR-Spektroskopie  

In manchen Fällen, in denen beispielsweise viele Spins im System vorliegen und die 

möglicherweise auch noch durch J-Kopplung miteinander wechselwirken, kann es 

vorkommen, dass sich unterschiedliche Signale in einem Spektrum überschneiden. Dies kann 

die Auswertung des Spektrums und die Zuordnung von Signalen zu den jeweiligen Spins 

erschweren. Eine Möglichkeit, um solche Signalüberschneidungen zu vermeiden, stellen 2-

dimensionale Spektren dar. [1]  Durch einführen einer weiteren Zeitvariablen, der sogenannten 

Evolutionszeit t 1, neben der Aufnahmezeit t2 während des FIDs und entsprechender 2D-

Fouriertransformation , werden zwei Dimensionen erhalten, die es erlauben, Spininteraktionen 

auf beiden Zeitachsen aufzulösen. Während der Mischzeit tmix werden die während t1 

stattfindenden Interaktionen der Spins ausgewählt, welche anschließend während t2 

Beobachtet werden. Bei der Korrelationsspektroskopy (COSY) werden auf beiden Achsen die 

chemische Verschiebung dargestellt, wobei miteinander skalar koppelnde Kerne durch 
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Kreuzsignale gekennzeichnet sind. Dadurch können direkt benachbarte Kerne identifiziert 

werden. Es besteht aus zwei durch t1 getrennte 90°-Pulse.  

Eine Variante davon ist das TOCSY-Experiment (Abbildung 11), welche die totale Korrelation 

mit längerer Reichweite bis über ein ganzes Molekül aufzeigen kann. [67]  Dabei wird der 

zweite Puls aus dem COSY-Experiment durch eine schnelle Folge vieler Pulse ersetzt. [68]   

 

Abbildung 11: Pulssequenz für ein 2D TOCSY-Experiment (dipsi2phpr). Die Vorsättigung dient der Unterdrückung 

des Lösemittelsignals. 

 

2.1.8. Thermische Polarisation in der NMR-Spektroskopie  

Wie in Abschnitt 2.1.2 gezeigt, werden die Energiezustände eines Kernspins durch die 

Zeemanwechselwirkung aufgespalten. In diesem Fall wird  ein System mit der 

Spinquantenzahl ½ betrachtet. Um ein Signal messen zu können, ist ein Unterschied in den 

Besetzungszahlen der beiden Spinzustände ɻ und ɼ notwendig. [3]  Das Verhältnis aus dem 

Besetzungszahlenunterschied ɝN und der Gesamtzahl an Spins N0 bestimmt die Polarisation P 

der Probe (Gleichung (7). Im thermischen Gleichgewicht ist diese proportional zur 

Energieaufspaltung im Magnetfeld geteilt durch die Temperatur T und die 

Boltzmannkonstante kB. 

ὖ
Ўὔ

ὔ

‎ὄü

ςὯὝ
 

 

(7)  

Bei einer Feldstärke von 11,7 Tesla (Ὢ
 

 =  500 MHz) und einer Temperatur von 25 °C (298 K) 

beträgt die Polarisation für Protonen ( ‎ ςȟχ ρπ ὶὥὨϽί ϽὝ ) [69]  etwa 

0,00004 =  0.004%. Somit trägt nur ein sehr geringer Anteil der Probe (ca. 1 aus 50 000 

Teilchen) zum Signal bei. Zur Erhöhung dieses Anteils kann entweder die Feldstärke erhöht 

oder die Temperatur signifikant verringert werden. Beides ist durch technische Möglichkeiten 

und Kosten limitiert. Zudem ist die Temperatur bei der NMR-Spektroskopie von Flüssigkeiten 

durch den Gefrierpunkt des Lösungsmittels begrenzt. Auch biologische Systeme oder ganze 

Lebewesen sollten nicht über längere Zeit extremen Temperaturen ausgesetzt werden. 

Alternativ  kann die Menge an Probensubstanz erhöht werden, um höhere Signalintensitäten 

zu erhalten, wobei auch hier Grenzen gesetzt sind durch beispielsweise die Dichte der Probe 

oder die Löslichkeit des Analyten. In biologischen Systemen spielen zudem 

Toxizitätsbetrachtungen eine Rolle. Die aus dieser Betrachtung ersichtlichen, der Technik 

zugrundeliegenden, geringe Sensitivität ist einer der größten limitierenden Faktoren der 

NMR-Spektroskopie.[1 0]  
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Optimierte Pulsprogramme, sowie verbesserte Spulen für die Aufnahme können helfen, die 

Sensitivität zu erhöhen.[70]  Für Kerne mit geringerem ɾ und ggf. längerem T1 als Protonen 

kann die Polarisation von Protonen auf andere Kerne übertragen werden. Ein Beispiel aus der 

Festkörper-NMR-Spektroskopie ist die Cross-Polarisation (CP). [71]  Für flüssige Proben kann 

dies über die INEPT Pulssequenz erreicht werden.[72]  Für die Verstärkung der NMR Signale 

von Protonen und anderen Kernen eignen sich die Hyperpolarisationsverfahren, auf die im 

Folgenden eingegangen werden soll. 

 

2.2. Hyperpolarisation  

Zur Überwindung der Limitierung der Sensitivität bei thermischer Polarisation, wurden eine 

Vielzahl von Methoden entwickelt, deren Ziel eine gegenüber dem thermischen Gleichgewicht 

erhöhte Besetzungszahldifferenz ist.[10]  Ein Zustand mit einer solchen erhöhten 

Besetzungszahldifferenz wird als Hyperpolarisation bezeichnet. Unter den vielen 

unterschiedlichen Optionen, mit denen die Hyperpolarisation erreichbar ist, sollen folgend 

zwei häufig verwendete Methoden erläutert werden. 

Die erste Möglichkeit stellt die Polarisation durch den Transfer der Probe zwischen 

unterschiedlichen Randbedingungen A und B dar. Angenommen, in A liegt eine höhere 

Feldstärke oder geringere Temperatur als in B und damit eine höhere Polarisation im 

thermischen Gleichgewicht vor, somit gilt  PA >  PB. Die Probe kann im thermischen 

Gleichgewicht in A vorpolarisiert werden und wird anschließend schnell nach B überführt. 

Direkt nach dem Transfer bleibt die Polarisation PA zunächst erhalten und das System 

befindet sich vorrübergehend in einem gegenüber B hyperpolarisierten Zustand, relaxiert 

jedoch mit T1 in das thermische Gleichgewicht unter B zu PB. [73]  

Die zweite Möglichkeit besteht darin, die Spinordnung eines anderen Systems mit höherer 

Polarisation auf das zu messende System zu übertragen.  

In der Festkörper-NMR wird  beispielsweise die sogenannte Dynamische Kernspinpolarisation 

(Dynamic Nuclear Polarization, DNP) eingesetzt. [74]  Hierbei wird die Polarisation von 

ungepaarten Elektronenspins auf die Kernspins übertragen. Dabei wird das gegenüber 

Atomkernen wesentlich größere ‎ von Elektronen ausgenutzt (‎ φφπ‎). [69,75]  Die 

ungepaarten Elektronen werden der Probe zuvor in Form von Radikalen hinzugefügt. Der 

Polarisationstransfer erfolgt dann durch das Einstrahlen von Mikrowellen. Die klassische DNP 

erfolgt bei tiefen Temperaturen in Festkörpern, oder in flüssigen Proben, die zunächst 

gefroren vorliegen. Nach Übertragung der Polarisation kann die gefrorene Probe in einem 

warmen Lösungsmittel schnell geschmolzen und gelöst werden. Durch diese Dissolution-DNP 

(dDNP) können somit auch flüssige Proben hyperpolarisiert werden. [76]  Die zusätzlich 

benötigte Mikrowellenquelle sowie die Transfermechanismen machen (Dissolution) DNP 

jedoch apparativ aufwendig und teuer. Auch die Wahl der Radikale im Zusammenspiel mit 

der jeweiligen Probe hat einen großen Einfluss auf den Erfolg des Polarisationstransfers.[77]   

Darüber hinaus existieren weitere Methoden zur Erzeugung von Hyperpolarisation 

beispielsweise mittels chemischer Reaktionen (chemically induced DNP, CIDNP) [78]  oder 

durch optische Anregung von Chromophoren mit  Laserlicht (Photo-CIDNP)[21]  sowie optisches 

Pumpen von Alkalimetallen in Gegenwart von Edelgasen (SEOP).[79]    
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2.2.1. Hyperpolarisation mittels Parawasserstoff  

Eine weitere Quelle für Hyperpolarisation stellt Parawasserstoff dar. Dabei gibt es 

grundsätzlich zwei mögliche Arten der Übertragung der Hyperpolarisation. Die erste ist eine 

chemische Reaktion, bei der eine ungesättigte C-C-Bindung mit Parawasserstoff hydriert wird. 

Diese wird generell als Parawasserstoff-Induzierte Polarisation (PHIP) oder neuerdings auch 

_jq ´fwbpmecl_rgtc§ NFGN &f-PHIP) bezeichnet. [11,12,80]  Bei der zweiten Variante binden das 

Parawasserstoffmolekül und das Substrat an einen Übergangsmetall-Katalysator, an dem die 

Übertragung der Polarisation stattfindet. Da hierbei keine chemische Modifikation des 

Substrats erfolgt und die Bindung der Liganden an den Katalysator reversibel stattfindet, wird 

diese Methode als ́Signal Amplification By Reversible Exchange§ (SABRE) bezeichnet. [81,82]  

 

2.2.2. Ortho -/ und Parawasserstoff  

Da das Proton ein Spin ½ Teilchen ist, kann das Wasserstoffmolekül (H2) insgesamt in vier 

verschiedenen Spin-Isomeren vorliegen (Abbildung 12). Von diesen vier Spin-Isomeren 

besitzen drei eine symmetrische Wellenfunktion für die Kernspins und die vierte eine anti-

symmetrische Wellenfunktion. [13]  Die drei symmetrischen Zustände werden mit Triplett oder 

Ortho bezeichnet, der anti-symmetrische Zustand mit Singulett oder Para.  

 

Abbildung 12: Links: Schematische Darstellung der Spinorientierungen. Rechts: Die jeweiligen 

Kernspinwellenfunktionen  für die vier unterschiedlichen Spin-Isomere des Wasserstoffmoleküls. 

 

Die Gesamtwellenfunktion eines Spin-1/2 Teilchens muss nach dem N_sjg^qafcn 

Ausschlussprinzip antisymmetrisch sein, da sich ununterscheidbare Spin-½ Teilchen in 

mindestens einer Quantenzahl unterscheiden müssen. [83] [84]  Dabei müssen neben den 

Kernspinwellenfunktionen des H2-Moleküls unter anderem auch die Wellenfunktionen der 

Rotationszustände betrachtet werden. Deren Symmetrie ist abhängig von der 

Rotationsquantenzahl J, sie sind symmetrisch für gerade J &.* 0* 2* ·* 0n) und anti -

symmetrisch für ungerade J &/* 1* 3* ·* 0l)/* kgrn ᶰᴓ ).[85]  Damit die 

Gesamtwellenfunktion des Wasserstoffmoleküls antisymmetrisch wird, kann Parawasserstoff 

somit nur in symmetrischen Rotationszuständen mit geradem J vorliegen. Orthowasserstoff 

liegt entsprechend nur in anti -symmetrischen Rotationszuständen mit ungeradem J vor. 

Bei Raumtemperatur (RT, ca. 298 K) liegen sowohl gerade als auch ungerade 

Rotationszustände vor und die vier Spinisomere des H2-Moleküls sind in nahezu gleicher 

Anzahl vorhanden. Aus der Anzahl der Zustände ergibt sich somit bei RT im thermischen 
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Gleichgewicht ein Verhältnis von 1:3 Parawasserstoff (pH2) zu Orthowasserstoff (oH2). [86] [87]  

Wird das Wasserstoffgas stark abgekühlt, so werden bevorzugt die energetisch niedriger 

gelegenen, geraden Rotationszustände besetzt. Dadurch verschiebt sich das thermische 

Gleichgewicht mit sinkender Temperatur hin zu einem höheren Anteil an pH2. Da sich der 

Spin eines Teilchens aufgrund der Drehimpulserhaltung nicht einfach ändern kann, ist der 

Übergang Ortho <->  Para nur mit Hilfe eines Katalysators möglich. [88]  Dazu eigenen sich 

beispielsweise Aktivkohle [89]  sowie Eisenoxide [90]  und andere paramagnetische Substanzen 
[91] . Die H2-Moleküle adsorbieren dabei an der Oberfläche des Katalysators und können mit 

dessen Spins wechselwirken, was den Spin-Übergang im Wasserstoff ermöglicht. Im 

Umkehrschluss bedeutet dies aber auch, dass der bei tiefen Temperaturen angereicherte 

Parawasserstoff in Abwesenheit eines Katalysators auch bei Raumtemperatur über Wochen 

gelagert werden kann und nur sehr langsam in das thermische Gleichgewicht von 1:3 

pH2/oH 2 übergeht. [87]  Bei einer Temperatur von 77 K (fl üssiger Stickstoff) liegen etwa 50 % 

pH2 vor, bei 30 K sind es etwa 97 % (Abbildung 13). [92]  [93]  

 

Abbildung 13: Anteil an Para-/Orthowasserstoff aufgetragen gegen die Temperatur. Bei etwa 25 K liegt der Anteil 

von Parawasserstoff bei >99%, bei Raumtemperatur sind es etwa 25%. 

 

Die durch Anreicherung von Parawasserstoff erzeugte Spinordnung kann auf andere 

Spinsysteme übertragen werden. Dies wird bei der Parawasserstoff induzierten 

Hyperpolarisation angewendet. 

 

2.2.3. Parawasserstoff Induzierte Polarisation (PHIP)  

Die Parawasserstoff Induzierte Polarisation wurde bereits 1986 von Hommeltoft  et al. 

beobachtet[94]  aber erst kurze Zeit später von Bowers und Weitkamp theoretisch vorhergesagt 

und 1987 sowohl durch sie als auch durch Eisenschmidt et al. experimentell bestätigt. [11,12,80]  

Bei der ursprünglichen PHIP wird das Parawasserstoffmolekül über eine Hydrierung kovalent 
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mit dem Analyten verbunden. Als Analyt eignen sich daher hauptsächlich ungesättigte, 

organische Verbindungen mit C=C Doppelbindungen und CſC Dreifachbindungen.  

Im Gegensatz zu Orthowasserstoff mit Spin 1  hat Parawasserstoff einen Spin von 0 und ist 

damit nicht NMR-aktiv. Grundvoraussetzung für eine Beobachtung des PHIP-Effekts ist daher 

der Bruch der Molekülsymmetrie von Parawasserstoff. Wird das pH2-Molekül an eine 

ungesättigte Verbindung addiert, kann die Symmetrie gebrochen werden. Aus dem A2 

Spinsystem des pH2-Moleküls entsteht dabei ein neues AX Spinsystem, dessen 

Besetzungszustände abhängig vom Grad der pH2-Anreicherung aber auch von der Stärke des 

vorherrschenden Magnetfeldes sind. In einem ansonsten symmetrischen Molekül oder bei 

niedrigem B0-Feld uĈpbc ucgrcpfgl cgl ?^2 Spinsystem im Produkt vorliegen. Der Bruch der 

Symmetrie kann jedoch auch durch das Vorliegen unterschiedlicher Isotope (Bsp. 12C und 13C) 

erreicht werden. [95]  

Bei Wasserstoff im thermischen Gleichgewicht sind alle vier Spinzustände im A2 System 

nahezu gleich besetzt. Daher sind nach der Reaktion auch im AX-System des Produkts alle 

Zustände gleich stark besetzt und entsprechen dem thermischen Gleichgewicht. Im Falle von 

pH2 sind im A2 System nur der Singulett-Zustand |S0ἃ bzw. |ɻɼ-ɼɻἃ besetzt. Findet die 

Reaktion im Hochfeld statt, so geht der Singulett-Zustand in die Zustände |ɻɼἃ und |ɼɻἃ im 

AX-System über. (Abbildung 14 a)  

Da die Zustände |ɻɻἃ und |ɼɼἃ unbesetzt bleiben, liegt somit eine Hyperpolarisation vor. Von 

den beiden besetzten Zuständen führen jeweils zwei mögliche Übergänge in die unbesetzten 

Zustände, jeweils einer in Absorption und einer in Emission. Entsprechend zeigt das NMR-

Spektrum auch zwei verstärkte Signale, die als Dublett aus jeweils einer Absorptions- und 

Emissionsline bestehen (Abbildung 14 b). Diese Hochfeldvariante von PHIP wird als 

PASADENA (Parahydrogen and Synthesis Allow Dramatically Enhanced Nuclear Alignment) 

bezeichnet. [12]  

 

Abbildung 14: Übergänge der Kernspinsysteme während der PHIP-Reaktion unter PASADENA. a) Das A2-System des 

H2-Moleküls geht im Hochfeld direkt in das AX-System des Produkts über. Im Falle von reinem pH2 (rote Kugeln) 

werden nur die Zustände |ab> und |ba> besetzt. b) Das aus PASADENA resultierende Spektrum zeigt zwei 

Dubletts aus jeweils einem Absorptions- und einem Emissionssignal. 

 

Eine weitere Möglichkeit besteht darin, die Reaktion bei niedrigem Feld, typischerweise dem 

Erdmagnetfeld, durchzuführen und das Produkt anschließend für die Messung ins Hochfeld 

zu überführen. Auch hier finden Übergänge zwischen den oben genannten Spinsystemen statt. 

Allerdings geht der Singulett-Zustand |S0ἃ des Wasserstoffs im niedrigen Feld in einen 
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Singulett-Xsqr_lb zQ^0ἃ des Produkts über, welcher bei der Überführung in das Hochfeld nur 

in den |ɼɻἃ Zustand im AX Spinsystem übergeht (Abbildung 15 a). Somit wird nur ein 

Zustand hyperpolarisiert und für jeden Spin gibt es genau einen erlaubten Übergang. Einer 

der Spins zeigt eine Emissionslinie, während der andere eine Absorptionsline aufweist  

(Abbildung 15 b). Die Variante im niedrigen Feld wird ALTADENA (Adiabatic Longitudinal 

Transport after Dissociation Engenders Net Alignment) genannt. [96]  

 

Abbildung 15: Übergänge der Kernspinsysteme während der PHIP-Reaktion unter ALTADENA. a) Das A2 System des 

Wasserstoffs geht im niedrigen Feld zunªchst in ein Añ2 System des Produkts über. Beim Transfer in das Hochfeld 

geht der Singulettzustand nur in den |ba> Zustand über. b) Das resultierende ALTADENA-Spektrum zeigt zwei 

Signale, eines in Absorption und eines in Emission. 

 

2.2.4. Durchführung von PHIP-Experimenten  

Zum Starten der Hydrierreaktion muss der Parawasserstoff in die Lösung mit dem Analyten 

und einem geeigneten Katalysator gebracht werden. Für ALTADENA kann dies durch einleiten 

von Parawasserstoff in ein verschlossenes Proberöhrchen und anschließendes Schütteln der 

Probe erfolgen. Alternativ kann eine Kapillare in die Lösung eingeführt werden, durch welche 

der Parawasserstoff durch die Lösung pcpjr &´`js``cpr§' sld dabei in Lösung geht. In dieser 

Arbeit wurde ein solcher Aufbau für automatisierte PASADENA-Experimente verwendet. [97,98]  

Das Proberöhrchen wird mit der PHIP-Apparatur verbunden und in den Magneten 

eingebracht. Es erfolgt die Einleitung von Parawasserstoff über einen zuvor festgelegten 

Zeitraum tb, gefolgt von einer 2 bis 3-sekündigen Verzögerung tw vor dem ersten RF-Puls. 

Diese dient dem entweichen übriger Gasblasen um die Homogenität der Probe zu 

gewährleisten. Die PHIP-Messung erfolgt in einem einzelnen Scan mit einem 45°-Puls (ʌ/4) 

gefolgt von der Akquisition. Wie in Abbildung 16 dargestellt, kann diese Messung in einem 

Pseudeo-2D-Spektrum blockweise wiederholt werden, um den Reaktionsverlauf zu 

beobachten. [99]  

 

Abbildung 16: Pulssequenz für ein PHIP-Experiment bestehend aus Reaktionszeit tb, Wartezeit t w, einem 45°-Puls 

und Akquisition des Spektrums. Dies kann wahlweise wiederholt werden, um Reaktionsverläufe aufzunehmen. [61] 
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2.2.5. Messung der PHIP-Kinetik  

Neben den oben gezeigten Pseudo-2D-Spektren mit wiederholter Gaszufuhr zum Verfolgen 

des Reaktionsverlaufs wurde eine zweite Methode zur direkten Beobachtung der Kinetik 

angewendet. Hierbei wird einmalig für eine zuvor festgelegte Zeit Parawasserstoff in die 

Probe eingeleitet. Nach einer Verzögerung von 2 Sekunden wird ein erstes Spektrum mit einer 

Pulswinkel  von nur 5 ° aufgenommen. Die Aufnahmen werden ohne weitere Zufuhr von 

Parawasserstoff in regelmäßigem Abstand wiederholt. Durch die geringe Auslenkung der 

Magnetisierung durch einen kurzen Puls von 5 ° wird diese nur um etwa 0,4 % (1-cos(5 °)) 

verringert. Somit lässt sich der Aufbau und die Abnahme der Hyperpolarisation durch die 

Reaktion und die T1-Zeit nahezu unbeeinflusst beobachten. [100]  

 

2.2.6. Rolle des Katalysators  für die  Hydrierungsreaktion während PHIP  

Für die Hydrierungsreaktion wird neben pH 2 und dem ungesättigten Substrat ein Katalysator 

benötigt. Hierfür werden üblicherweise homogene Katalysatoren wie Edelmetall-Komplexe 

auf Basis von Rhodium, Ruthenium oder Palladium eingesetzt. [101]  Heterogene Katalysatoren 

sind für PHIP nur eingeschränkt nutzbar. [102]  Voraussetzung für PHIP ist eine paarweise 

Additi on des pH2-Moleküls an das Substrat. Bei den häufigsten eingesetzten heterogenen 

Katalysatoren in Form von Metallen auf einem Trägermaterial kommt es jedoch zur 

Aufspaltung der H2-Moleküle, weshalb Wasserstoffatome unterschiedlicher Moleküle an das 

Substrar ec`slbcl ucpbcl iĂllcl, Bgcqcq ´Bspafcgl_lbcpwgp`cjl§ &Qap_k`jgle' bcp F-

Atome zerstört jedoch die Spinordnung des Parawasserstoffs, weshalb kein PHIP-Effekt 

beobachtet wird. Nur bei einer paarweisen Addition der Wasserstoffatome bleibt die 

Spinordnung des Parawasserstoffs erhalten und kann so zu einem PHIP-Effekt beitragen. 

 

2.2.7. SABRE 

Bei der reversiblen Variante der pH2 basierten Hyperpolarisation findet keine kovalente 

Bindungsknüpfung zwischen pH2 und dem Substrat statt. Stattdessen wird ein 

Übergangsmetallkomplex gebildet, an dem sowohl das Substrat, als auch das pH2-Molekül 

gebunden sind. [81,82]  Als Katalysatoren werden üblicherweise Iridium-Komplexe mit dem 

IMes-Liganden (IMes =  1,3-bis(2,4,6-trimethylphenyl)imidazol -2-yliden) verwendet. [103]  Die 

Liganden enthalten üblicher Weise ein Stickstoffatom, welches die Bindung an den 

Katalysator ausbildet. Damit kommen vor allem Pyridin und dessen Derivate aber auch 

Aminosäuren als Substrate in Betracht. [104]  

Durch die Komplexbildung mit pH 2 wird dessen Symmetrie ebenso gebrochen, wie bei der 

Hydrierungsreaktion während PHIP. Die Übertragung der Hyperpolarisation auf das Substrat 

erfolgt hier durch skalare J-Kopplung zwischen den Protonen des Parawasserstoffs und dem 

Stickstoff des Substrats.  
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2.2.8. Hyperpolarisationstransfer  

Bei sehr starker Kopplung kann die Polarisation eines Kernes auf einen anderen Kern durch 

Cross-Relaxation übertragen werden (Overhauser-Effekt) [105] . Daher ist es möglich, dass bei 

der Hyperpolarisation mittels PHIP nicht nur die beiden Protonen des Parawasserstoffs ein 

verstärktes Signal aufweisen, sondern auch mit ihnen koppelnde Kerne. Auf diese Art können 

auch Heterokerne wie 13C und 15N mittels PHIP hyperpolarisiert werden.[106,107]  Zudem 

können spezielle Pulssequenzen wie CP, INEPT oder ESOTHERIC für die Übertragung der 

Hyperpolarisation eingesetzt werden. [108]  

 

2.2.9. Quantifizierung der Verstärkung durch Hyperpolarisation  

Zur Berechnung der Verstärkungsfaktoren wird nach den PHIP-Spektren mit ausreichend 

langer Wartezeit ein thermisches 1H Spektrum aufgenommen. Anschließend werden die 

absoluten Integrale der PHIP-Signale (AIntPHIP) sowie der thermischen Signale (AInttherm) 

bestimmt. Die Absoluten Integrale werden anschließend normiert, indem sie durch die Anzahl 

der Scans (ns) sowie die Aufnahmeversròpisle &´pcacgtcp e_gl§*rg) geteilt w erden. In dieser 

Arbeit wurden PHIP-Spektren immer mit  nsPHIP =  1 scan aufgenommen, daher kann hier die 

Normierung vereinfacht werden und nur durch rg geteilt werden. 

Der Verstärkungsfaktor ʀ ergibt sich aus dem Quotienten von normalisiertem PHIP-Integral 

(NInt PHIP) und normalisiertem thermischen Signal (NInt therm) nach Gleichung (8). 

‐
ὔὍὲὸ

ὔὍὲὸ

ὃὍὲὸȾὶὫ

ὃὍὲὸȾὶὫ Ͻὲί
 (8)  

 
 

2.2.10. Berechnung der Zeitersparnis 

Theoretisch hängt die Zeitersparnis quadratisch mit dem Verstärkungsfaktor zusammen. Für 

ein doppelt so hohes Signal-zu-Rauschen-Tcpfòjrlgq &´qgel_j-to-lmgqc p_rgm§* QLP' ugpb b_q

Vierfache an Scans benötigt.[59]  Bei den PHIP-experimenten muss jedoch auch die 

Reaktionszeit vor Beginn der Messung mit einbezogen werden, um eine realistische 

Zeitersparnis zu erhalten. Dies soll hier anhand von zwei Beispielen verdeutlicht werden. 

Beispiel 1: Ein in dieser Arbeit typisches PHIP-Experiment dauert etwa 30 Sekunden (25 s 

Reaktion + 2  s Verzögerung + 3 s Aufnahme). Für eine Messung mit einer Verstärkung von 

ʀ ~  1000 wurde ein SNR von 340 erhalten. Eine herkömmliche 1H-Messung mit 32 Scans 

dauert etwa 256 Sekunden (8 s pro Scan, davon 3 s Aufnahme und 5 s Relaxationszeit). Im 

thermischen Gleichgewicht bei Raumtemperatur (25 °C) wurde ein SNR von 12 erhalten. 

Nach der oben genannten Faustregel müsste das Experiment im thermischen Gleichgewicht 

mit 25686 Scans wiederholt werden, um das gleiche SNR von 340 für das PHIP-Experiment 

zu erhalten. Dies würde 205 488 Sekunden (ca. 57 Stunden) und somit etwa 6 850 mal länger 

dauern. 
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Beispiel 2: Für eine Messung mit einer Verstärkung von ʀ ~  2000 wurde ein SNR von 1300 

erhalten. Das Experiment im thermischen Gleichgewicht würde hier etwa 375 518 Scans oder 

3 004 444 Sekunden (ca. 35 Tage) benötigen. Die Zeitersparnis durch PHIP liegt hier bei 

einem Faktor von etwa 100 000. 

 

2.3. Hyperpolarisation von Biomolekülen  

Mit dem Aufkommen von Hyperpolarisationsverfahren in der NMR-Spektroskopie stieg auch 

das Interesse an deren Anwendung für bio logische Moleküle. [20]  Durch die erhöhte 

Sensitivität ermöglicht die Hyperpolarisation die Aufklärung von verschiedenen biologischen 

Prozessen [21,22] . Besonders hohe Erwartungen liegen in medizinischen Anwendungen für die 

Diagnostik mittels MRT mit hyperpol arisierten Kontrastmitteln. [23­25]  

Viele Anwendungen fokussieren sich dabei vor allem auf kleine Moleküle, die am Stoffwechsel 

teilnehmen. Beispiele hierfür sind Pyruvat, Fumarat sowie Lactat, welche Teil des 

Energiestoffwechsels sind. In hyperpolarisierter Form sind diese als neue Kontrastmittel  für 

die Untersuchung im MRT geeignet. [26­28]  Hier wird der Kontrast durch die hohe Polarisation 

erzeugt. Ein häufig untersuchter Kandidat für ein solches Kontrastmittel stellt 

hyperpolarisiertes Pyruvat dar, [29,30]  welches während des anaeroben Energiestoffwechsels in 

Milchsäure umgewandelt wird . [31]  Da Tumorzellen einen erhöhten Stoffwechsel und 

Energiebedarf aufweisen, ist die Aufnahme von Pyruvat und dessen Umsatz in Tumoren 

gegenüber dem umgebenden gesunden Gewebe erhöht. [32,33]  

Durch die Hyperpolarisation des Pyruvats sind dieses sowie die entstehenden 

Stoffwechselprodukte schon in physiologischen Konzentrationen nachweisbar. Das Verhältnis 

von Pyruvat zu Milchsäure lässt auf die Stoffwechselaktivität schließen, welche somit helfen 

kann, Tumorgewebe zu charakterisieren und von gesundem Gewebe zu unterscheiden. [25]  

Aminosäuren, welche unter anderem als Grundbaustein von Peptiden und Proteinen sowie als 

Botenstoffe dienen, stellen ebenfalls wichtige Ziele für Studien mittels Hyperpolarisation dar. 
[15,17,19]  Aber auch größere Moleküle wie Peptide und biobasierte Polymere lassen sich mittels 

Hyperpolarisation untersuchen. [34,35]  

 

2.3.1. Anwendung von PHIP an Aminosäuren und Peptiden  

Das Durchführen von PHIP erfordert drei Voraussetzungen: Den Parawasserstoff, einen 

geeigneten Katalysator für die Hydrierung und ein Substrat, welches hydriert werden soll. 

Besonders geeignete Substrate für Hydrierungsreaktionen sind ungesättigte aliphatische 

Kohlenwasserstoffe, welche C-C Doppel- oder Dreifachbindungen aufweisen. In den 

kanonischen Aminosäuren treten jedoch keine geeigneten ungesättigten C-C Bindungen auf.  

Aus diesem Grund werden nichtnatürliche Aminosäuren benötigt, welche in die zu 

untersuchende Peptide und Proteine eingebaut werden. Dies können beispielsweise 

ungesättigte Vorläufermoleküle wie Dehydrophenylalanin sein. [19]  Aber auch funktionalisierte 

Aminosäuren wie Propargylglycin oder Propargyltyrosin eignen sich als Substrate. [16,18]  
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Propargyltyrosin hat sich aus vorherigen Arbeiten als besonders effektiv herausgestellt.[18]  

Maßgeblich dafür ist der erhöhte Abstand der ungesättigten Bindung vom Peptidrückgrad, 

welcher durch die rigide Ringstruktur des Tyrosins aufrechterhalten wird. Dieser Abstand vom 

Peptidrückgrad wird benötigt, damit der Katalysatorkomplex ungehindert mit der 

ungesättigten Bindung wechselwirken kann. 

Im nächsten Kapitel wird detailliert auf den Aufbau und die Struktur von Peptiden und 

Proteinen als Ziel für die Untersuchung mittels PHIP eingegangen. 
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2.4. Peptide und Proteine  

Peptide und Proteine sind eine Klasse von Biomolekülen, die eine Vielzahl von essenziellen, 

biologischen Funktionen in allen bekannten Lebewesen erfüllen. Dazu gehören unter anderem 

Strukturproteine, Hormone, Rezeptoren und Enzyme.[36]   

Peptide sind Polymere aus Ŭ-Aminosäuren, welche über Amid- bzw. Peptidbindungen 

verknüpft sind. [109]  Die Peptidbindung wird üblicherweise zwischen der ɻ-Amino-Gruppe und 

der ɻ-Carboxy-Gruppe zweier Aminosäuren gebildet (Abbildung 17). Die Kette dieser 

Bindungen wird als Rückgrat bezeichnet, um sie von den Seitenketten der Aminosäuren 

abzugrenzen. In der Natur bestehen Peptide hauptsächlich aus den 20 kanonischen 

Aminosäuren, welche in der Proteinbiosynthese auftreten. [36]  Dabei finden sich hauptsächlich 

die L-Konformere, die sich in ihren Seitenketten unterscheiden. [110]  Darüber hinaus können 

posttranslationale Veränderungen an den Peptiden sowie spezielle Mechanismen bei der 

Proteinbiosynthese zum Einbau von weiteren, nichtkanonischen Aminosäuren wie 

Selenocystein oder D-Konformeren führen. Die Seitenketten bestimmen maßgeblich die 

Eigenschaften der Aminosäure und des aus ihnen aufgebauten Proteins, wie Polarität und 

Azidität. Im Labor können zusätzlich auch unnatürliche Aminosäuren mit D-Konformation und 

anderen Seitenketten mit neuen Funktionalitäten eingebaut werden. Während der Begriff 

Ṕeptid§ hier vor allem für kurze Oligopeptidketten aus wenigen Aminosäuren verwendet 

wird, bezeichnet Ṕrotein§ eine Polypeptidkette aus ca. 50-100 Aminosäuren und darüber. Die 

Abfolge der Aminosäuren in einer Sequenz wird als Primärstruktur bezeichnet. 

 

Abbildung 17: Peptidbindung zwischen den Cɻ von zwei Aminosäuren. Durch die Mesomerie weist diese einen 

partiellen Doppelbindungscharakter auf.  

 

Da die Bindungen im Rückgrat durch einen partiellen Doppelbindungsanteil wenig flexibel 

sind, finden sich am häufigsten zwei verschiedene sogenannte Sekundärstrukturen, die 

-hHelix und das ɼ-Faltblatt  (Abbildung 18). [111]  Diese werden zusätzlich durch 

Wasserstoffbrückenbindungen innerhalb des Rückgrats stabilisiert. Die Sekundärstruktur kann 

örtlich innerhalb der Proteinkette wechseln. Daneben können auch ungeordnete Strukturen 

vorliegen, die sich nicht den beiden häufigsten Sekundärstrukturen unterordnen. [1]  
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Abbildung 18: Typische Strukturmerkmale eines Proteins am Beispiel von Trypsin mit (rechtshändiger) -hHelix/Coil 

und (anti -parallelem) -̡Faltblatt /Sheet. Inserts mit Strukturen der Aminosäuren und H-Brücken (gelb). 

 

Die Gesamtheit der Proteinfaltung mit allen Sekundärstrukturelementen wird Tertiärstruktur 

genannt. Diese wird durch Wechselwirkungen der Seitenketten miteinander oder mit der 

chemischen Umgebung wie dem Lösungsmittel gebildet.  Natürliche Proteine mit Wasser als 

natürlichem Lösungsmittel bilden häufig einen Kern aus hydrophoben Seitenketten aus, 

während polare Seitenketten nach außen zum ebenfalls polaren Lösungsmittel tendieren. Die 

Polarität des Lösungsmittels hat also einen Einfluss auf die Proteinfaltung. Die ionische 

Wechselwirkung zwischen geladenen Aminosäureresten hängt von deren Protonierungsgrad 

und somit vom pH-Wert des Lösungsmittels ab. Ungünstige Bedingungen zur Faltung wie ein 

unpolares Lösungsmittel oder extreme pH-Werte können zur Entfaltung des Proteins führen, 

was auch als Denaturierung bezeichnet wird. Die Tertiärstruktur kann durch starke, kovalente 

Bindungen stabilisiert werden. Dies sind meist kovalente Bindungen zwischen zwei Cystein-

Seitenketten, sogenannte Disulfidbrücken. Komplexe und Aggregate aus mehreren 

Proteinketten werden schließlich als Quartärstruktur bezeichnet. [1,110]  

Die Bildung von Disulfidbrücken ist eine der stärksten Mechanismen zur Stabilisierung von 

Proteinstrukturen. Dabei bilden die Thiolgruppen zweier Cystein-Seitenketten ein Disulfid, 

wobei formal ein Wasserstoffmolekül freigesetzt wird. Im Labor können Disulfidbrücken 

durch Oxidation mit Sauerstoff oder anderen Oxidationsmitteln  geformt werden. Des 

Weiteren können Disulfidbrücken durch Thiol -Disulfid -Austauschreaktionen gebildet und 

geöffnet werden (Abbildung 19).[112]  
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Abbildung 19: Bildung und Hydrolyse von Disulfid-Brückenbindungen a) durch Oxidation mit Sauerstoff zu Wasser 

oder b) durch Disulfid-Austausch mit einer anderen Disulfid-Bindung. 

 

Folgend soll die gezielte Synthese von Peptiden und Proteinen im Labor erläutert werden. 

 

2.4.1. Festphasen-Peptidsynthese (SPPS) 

Die Synthese von Peptiden wird heutzutage standartmäßig durch die von Merrifield im Jahr 

1963 entwickelte Festphasen-Ncnrgbqwlrfcqc &clej, ´Qmjgb Nf_qcPcnrgbc Qwlrfcqgq§* QNNQ'

erreicht. [113]  Hierfür werden die zu koppelnden Aminosäuren nach und nach an ein festes 

Polymerharz angebunden (Abbildung 20). In der Regel folgt die Anbindung an das 

Polymerharz mit dem C-Terminus der ersten Aminosäure. Eine Schutzgruppe am N-Terminus 

sorgt dafür, dass pro Peptidkette nur eine Aminosäure angebunden wird. Nach erfolgter 

Reaktion kann der Überschuss an Reaktionslösung ausgewaschen werden, wobei die 

angebundenen Aminosäuren auf dem festen Harz verbleiben. In einem nächsten 

Reaktionsschritt wird die Schutzgruppe vom N-Terminus der angebundenen Aminosäuren 

entfernt. An den nun freien N-Terminus kann dann die nächste Aminosäure gekoppelt werden 

und die Prozedur wird nacheinander mit allen Aminosäuren der gewünschten Peptidsequenz 

wiederholt.  

 

Abbildung 20: Schematische Darstellung der SPPS: In Schritt 1a wird die erste Aminosäure (violett) mit dem 

C-Terminus (dunkelblau) an eine Funktionelle Gruppe (grüner Pfeil) des festen Harzes (oranger Kreis) gebunden. 

Überschüssige Reaktanden werden entfernt und in Schritt 1b die Schutzgruppe (türkiser Kreis) vom N-Terminus 

(rot) abgespalten. Dies wird für die gewünschte Anzahl N an Aminosäuren in der Sequenz widerholt. Im letzten 

Schritt wird das fertige Peptid vom festen Harz gespalten. 

 

Das N-terminale Amid der einzelnen zu verknüpfenden Aminosäuren wird meist durch die im 

basischen instabile Fmoc-Schutzgruppe (9-Fluorenylmethoxycarbonyl) geschützt. [114]  Andere 

reaktive Gruppen an den Seitenketten der Aminosäuren werden üblicherweise mit 

säurelabilen Schutzgruppen wie der Trityl- oder der Tertbutyl -Gruppe geschützt. [115]  Diese 

Schutzgruppenstrategie wird als orthogonal bezeichnet, da die Bedingungen zur Abspaltung 

der unterschiedlichen Gruppen gegensätzlich (sauer/basisch) sind. Sie erlaubt somit die 
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präzise Aktivierung unterschiedlicher reaktiver Gruppen. Der C-Terminus ist dabei durch die 

Bindung an das feste Polymer-Harz geschützt und wird  zum Schluss durch starke Säuren 

entschützt, um das fertige Peptid zu erhalten.[116]  

 

2.4.2. Interaktionen zwischen Peptiden und Bindungsassays  

Die Funktionen von Proteinen sind maßgeblich durch ihre Struktur und ihre Oberfläche 

geprägt, mit der sie mit anderen Proteinen oder Molekülen interagieren. Diese Interaktionen 

werden u.a. durch die Hydrophilie/ -phobie der Bindungspartner, ionische Wechselwirkungen 

oder Wasserstoffbrückenbindungen bestimmt. Die spezifische Bindung bestimmter Moleküle 

an ein Protein ist maßgeblich für die Funktion von Rezeptoren, wie sie in den Zellmembranen 

zu finden sind. [36]   

Die Membran von Zellen besteht aus Lipiden, welche eine polare Kopfgruppe und hydrophobe 

Seitenketten besitzen. In wässriger Lösung ordnen sich diese Lipide mit ihren hydrophoben 

Ketten zusammen in einer doppelten Schicht an, wobei die polaren Kopfgruppen zur Außen- 

und Innenseite der Zelle deuten. Membranproteine wie die Rezeptoren auf der Zelloberfläche 

besitzen hydrophobe Domänen, mit denen sie im hydrophoben Inneren der Membran 

verankert sind, währen polare Abschnitte des Proteins außerhalb und innerhalb der Zelle 

vorliegen. Die G-Protein gekoppelten Rezeptoren besitzen beispielsweise 7 solcher 

Transmembrandomänen. Die Struktur der Membranproteine ist außerhalb einer Membran 

meist sehr instabil.[36]  

Um Wechselwirkungen von Peptiden mit Rezeptoren in der Zellmembran zu untersuchen, 

bieten sich daher Bioassays mit Bindung an ganzen Zellen an. Die Stärke einer Bindung ist 

abhängig von der Konzentration der jeweiligen Bindungspartner, wobei sich eine starke 

Bindung durch eine schnelle Zusammenlagerung und eine langsame Dissoziation bei geringen 

Konzentrationen auszeichnet. Daher wird bei einem Bindungsassay generell der Ligand in 

unterschiedlichen Konzentrationen zu dem Zielprotein/ -rezeptor gegeben und nach Entfernen 

des überschüssigen Liganden die Menge an gebundenem Liganden bestimmt. [117]  

Die Menge an gebundenem Liganden wird heutzutage meist durch Fluoreszenzmarkierung 

am Liganden ermittelt. Dabei bietet sich die Methode der Durchflusszytometrie an. Hierbei 

werden die Zellen in einem dünnen Flüssigkeitsstrahl durch eine Laseroptik geleitet, womit 

die Fluoreszenz der einzelnen Zellen bestimmt werden kann. [118]  Je stärker die Fluoreszenz 

der Zelle ausfällt, desto mehr des markierten Liganden ist an die Zelle gebunden. 

 

2.4.3. Enzyme und Inhibitoren  

Eine weitere Bedeutende Klasse von Proteinen sind Enzyme, welche chemische Reaktionen 

katalysieren. Diese binden häufig spezifisch an bestimmte Substrate. Die Reaktion selbst 

findet an einer bestimmten Stelle im Enzym, dem aktiven Zentrum, statt, welches an das 

spezifische Substrat in Form und Oberflächeneigenschaften angepasst ist. Zur Beschreibung 

der Interaktion eines Substrats mit einem Enzym wird  der Michaelis-Menten-Mechanismus 

herangezogen. [1,110]  Dabei bildet sich aus dem Enzym E und dem Substrat S zunächst ein 

Enzym-Substrat-Komplex [ES] welcher anschließend in das Produkt P und das freie Enzym E 

dissoziiert (Gleichung (9)). 
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Ὁ Ὓ P ὉὛP Ὁ ὖ (9) 

Für die Geschwindigkeit v der Reaktion ergibt sich daraus Gleichung (10): 

ὺ
ὺ

ρ ὑ Ὓϳ
 (10) 

Mit der maximalen Reaktionsgeschwindigkeit vmax, der Anfangskonzentration des Substrats S0 

und der Michaelis-Menten-Konstante KM. Je kleiner KM ist, desto stärker ist die Bindung des 

Substrats an das Enzym.[1]  

Enzyme können durch einen Inhibitor blockiert werden, wodurch sie keine weitere Reaktion 

katalysieren können. Inhibitoren sind oft ebenfalls spezifisch für ihr Zielenzym und dienen 

u.a. zur Regulation der Enzymaktivität aber auch als Gifte. [110]  Für sie kann eine 

Inhibitionskonstante Ki bestimmt werden. Auch bei dieser gilt, je kleiner Ki ist, desto stärker 

bindet der Inhibitor an das Enzym. 

 

2.4.4. Somatostatin  

Somatostatin (SST) ist ein Peptidhormon, welches aufgrund seiner hemmenden Wirkung auf 

Wachstumsprozesse auch als Wachstumshormoninhibitor bekannt ist. [119]  SST erfüllt darüber 

hinaus eine Vielzahl an biologischen Funktionen. Es wird zu einem Großteil in Nervenzellen 

des zentralen und peripheren Nervensystems gebildet, wirkt dort als Neurotransmitter und 

reguliert die Sekretion einiger anderer Hormone, darunter Wachstumshormone wie 

Somatropin, wodurch SST seinen Namen erhielt. [120]  Auch in anderen Organen, u.a. der 

Pankreas und im Verdauungstrakt, kommen SST-produzierende Zellen vor. [121]  In den 

meisten Geweben und Organen wirkt es inhibierend auf die Ausschüttung von Hormonen, 

u.a. Insulin, Glucagon aber auch SST selbst, es reduziert die Produktion von 

Verdauungsenzymen und Magensäure und es bremst das Zellwachstum oder ist an der 

Initiierung der Apoptose (kontrollierter Zelltod) beteiligt.  

Erstmals entdeckt wurde SST 1973 durch Brazeau et al. im Hypothalamus von Schafen. [122]  

Es besteht aus den 14 Aminosäuren H-Ala-Gly-Cys-Lys-Asn-Phe-Thr-Phe-Thr-Ser-Cys-OH. 

Dabei bilden die beiden Cysteine Cys3 und Cys14 eine Disulfidbrücke. Die Struktur weist ein 

cyclisches, antiparalleles ɼ-Faltblatt auf. Neben der kurzen Form SST-14 tritt eine am 

N-Terminus verlängerte Form bestehend aus 28 Aminosäuren auf. [123]  Sowohl SST-14 als 

auch SST-28 werden aus einem größeren Prohormon gebildet. [121]  

SST wirkt durch die Bindung an transmembrane, G-Protein gekoppelte Rezeptoren, welche in 

fünf Klassen unterteilt sind.[119]  Die Somatostatinrezeptoren (SSTRs) weisen dabei 

unterschiedliche Affinitäten zu SST-14 und SST-28 aber auch zu verschiedenen, synthetischen 

Analoga auf. [119,121]  

Durch sein breites Wirkspektrum ist Somatostatin ein vielversprechender Wirkstoffkandidat 

für die Behandlung einer Vielzahl von Krankheiten. Auch weisen einige Tumorzellen eine 

hohe Konzentration an SSTRs auf, was SST für die Behandlung und das Screening von diesen 

Tumoren prädestiniert. [124­126]  Gegen eine medizinische Anwendung von SST spricht jedoch 

die geringe Plasmahalbwertszeit von wenigen Minuten. Der Abbau erfolgt hauptsächlich über 
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Niere und Leber. [121,127]  Für medizinische Anwendungen wurden daher analoge Moleküle wie 

beispielsweise Octreotid entwickelt (Vergleich Abbildung 21). [128]  

 

Abbildung 21: Vergleich der Aminosäure-Sequenzen von SST14 und Octreotid. Das SSTR-Bindungsmotif aus Phe-

Trp-Lys-Thr ist in beiden Sequenzen hervorgehoben. [119,120] 

 

2.4.5. Octreotid  

Octreotid ist seinem Namen entsprechend ein Octapeptid aus den acht Aminosäuren H-D-Phe-

Cys-Phe-D-Trp-Lys-Thr-Cys-Thr(ol). Es wurde erstmals von Bauer et al. 1982 unter der 

Bezeichnung SMS-201-995 synthetisiert. [128]  Die beiden Cysteine bilden eine Disulfidbrücke 

untereinander aus, sodass Octreotid als zyklisches Peptid mit antiparalleler ɼ-Faltblattstruktur  

vorliegt. [129]  

Octreotid stellt ein sehr effektives Analogon zu SST dar. [130]  Es bindet dabei hauptsächlich an 

die Somatostatinrezeptoren (SSTRs) 2, 3 und 5. Die Bindung an SSTR2 ist mit 0,4 bis 2,1 nM 

dabei die stärkste, gefolgt von SSTR3 und SSTR5 mit ca. 4 bis 34 nM. [119]   

Durch die Bindung an SSTR2 wirkt Octreotid vornehmlich im Gehirn, der Hypophyse und der 

Bauchspeicheldrüse sowie an Tumoren dieser Gewebe. [131]  Letztere zeigen häufig eine 

verstärkte Sekretion von Hormonen, welche in den entsprechenden Organen produziert 

werden. Tumore der Hypophyse können beispielsweise eine Überproduktion des 

Wachstumshormons Somatropin bewirken, welche sich in Gigantismus bei Kindern und 

Jugendlichen und Akromegalie bei Erwachsenen äußert. Dabei nehmen vor allem weiche 

Gewebe wie innere Organe und Extremitäten wie Hände und Füße an Größe zu, was zu 

Schmerzen und Beeinträchtigungen der Organfunktionen führen kann. Oft kommt es auch zu 

sekundären Erkrankungen wie Bluthochdruck, Diabetes sowie Knochen- und 

Gelenksbeschwerden. [132]  

Octreotid hemmt die Sekretion von Somatropin und verringert somit die Symptome eines 

hormonproduzierenden Tumors. [131]  In einigen Fällen bewirkt es auch eine Schrumpfung des 

Tumorgewebes selbst und reduziert sekundäre Beschwerden wie Schmerzen und 

Herzmuskelleiden. 
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SSTRs, welche Octreotid binden, treten in  einigen Tumorgeweben vermehrt auf. Somit kann 

Octreotid auch als Mittel zur Diagnose und Detektion solcher Tumore und Metastasen genutzt 

werden. [133]  Dabei wird Octreotid mit einem radioaktiven Label versetzt, welches in einem 

radiologischen Verfahren wie der Positronen-Emissions-Tomographie (PET) oder der 

Szintigraphie nachgewiesen und lokalisiert werden kann.  

Für die PET wird Octreotid am N-Terminus mit einem komplexierenden Liganden wie DOTA 

(1,4,7,10-Tetraazacyclododecan-1,4,7,10-tetraessigsäure) verbunden. Das Konjugat wird als 

Edotreotid oder DOTATOC bezeichnet. [134]  Dieses kann einen Komplex mit einem ɼ+ -Strahler 

wie dem Gallium-Isotop 68Ga eingehen. 68Ga besitzt eine Halbwertszeit von 68 Minuten. Beim 

Zerfall zu 68Zn werden Positronen abgegeben, die mit umliegenden Elektronen in einem 

Annihilationsvorgang zwei Gamma-Photonen von 511 keV erzeugen. Diese strahlen in einem 

Winkel von etwa 180° vom Ort ihrer Erzeugung aus und können von zwei 

gegenüberliegenden Strahlendetektoren erfasst werden. Die Aufnahme mehrere solcher 

Vorgänge erlaubt die dreidimensionale Rekonstruktion der Verteilung des Radioisotops und 

damit Rückschlüsse auf die Form und Verteilung von Tumoren.  

Durch die Verabreichung von radioaktiven Substanzen bei einem PET-Scan, besteht immer 

auch das Risiko einer zusätzlichen Schädigung von Gewebe und Erbinformation, was im 

schlimmsten Fall zur Bildung weiterer Tumore führen kann. Häufig wird der PET-Scan durch 

die Computer-Tomographie (CT) ergänzt, welche eine zusätzliche Strahlenbelastung mit sich 

führt. [38,39]  

Neben der PET/CT wird zunehmend auch PET/MRT durchgeführt, wodurch die 

Strahlenbelastung durch die CT vermieden wird. [135]  Die Strahlenexposition durch die PET 

bleibt jedoch auch bei diesem Verfahren weiterhin bestehen. Um auch diese 

Strahlenbelastung vermeiden zu können, bietet sich der Einsatz von MRT zur Lokalisation von 

Tumorgeweben an. Eine der Herausforderungen dabei ist der geringe Kontrast zwischen 

gesundem Gewebe und Tumorgewebe. Hierbei können zielgerichtete Kontrastmittel, welche 

vorwiegend an das Tumorgewebe binden, Abhilfe schaffen.  

Eine der meistverwendeten Klassen von Kontrastmitteln in der MRT sind Komplexe von 

Gadolinium(III). [28]  Durch den Paramagnetismus von Gd3+  sorgt es für eine deutliche 

Verkürzung der T1-Zeit, was in einer T1-gewichteten Aufnahme zu einem erhöhten Kontrast 

führt. Mehrere Arbeiten beschäftigen sich daher bereits mit der Synthese und Anwendung von 

Gd3+ -basierten Kontrastmitteln in Kombination mit Octreotid für den Einsatz im Tumor -

Screening. [136]  

Zur Überprüfung der Wirkung neuer Octreotidverbindungen können Bindungsstudien an 

Zellen durchgeführt werden. Für Bindungsstudien neuer Octreotidderivate werden häufig 

menschliche Lungenkrebszellen (A549) und embryonale Nierenzellen (HEK293) verwendet. 

A549 findet breite Anwendung in Bindungsstudien mit Somatostatinanaloga.[137]  Ähnlich wie 

einige andere Krebszellen weisen sie eine hohe Expression an verschiedenen 

Somatostatinrezeptoren auf, darunter auch SSTR2, und sie wurden bereits mit Octreotid und 

anderen Derivaten getestet, um vielversprechende Kandidaten zur Behandlung von Tumoren 

zu finden. [125,126]  HEK293 weisen ebenfalls eine hohe SSTR2-Expression auf, wodurch sie für 

die Evaluation von Substanzen auf Basis von Octreotid geeignet sind.[138]  
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2.4.6. Momordica Cochichinensis Trypsin Inhibitor (MCoTI)  

Trypsin ist ein Verdauungsenzym [139]  welches zur Familie der Serin-Proteasen gehört. [140]  Es 

spaltet Peptidbindungen in Proteinen bevorzugt hinter dem Carbonylkohlenstoff von Arginin 

oder Lysin. Dabei bildet das reaktive Serin-195 zunächst einen Ester mit dem 

Carbonylkohlenstoff der zu spaltenden Bindung, was nach Abspaltung der C-Terminalen 

Fluchtgruppe zur Bildung eines Acyl-Enzyms führt. Die Aktivierung des Serins-195 erfolgt 

durch eine Kette von Wasserstoffbrückenbindungen über Histidin-57 zu Asparaginsäure-102, 

welche als katalytische Triade bezeichnet wird.[141]  

In der Pflanzenwelt finden sich eine Vielzahl an Inhibitoren von Trypsin und anderen 

Proteasen. [142]  Die meisten davon befinden sich in den Samen und Blättern junger Pflanzen. 

Dort wirken sie maßgeblich als Schutz gegen Fressfeinde. [143]  Erstmals isoliert wurde ein 

solcher pflanzlicher Inhibitor aus Sojabohnen. [144]  Mittlerweile sind eine Vielzahl an 

unterschiedlichen Inhibitor -Familien bekannt. [143]  Die meisten Inhibitoren sind durch eine 

hohe Anzahl von Cystein-Brücken gekennzeichnet. Bei der Bindung an das Enzym werden sie 

proteolytisch gespalten, durch die Cystein-Brücke werden die beiden entstandenen 

Peptidketten jedoch in ihrer Position im aktiven Zentrum gehalten und blockieren dieses 

somit. 

Die starke inhibitorische Wirkung sowie die hohe Stabilität der Trypsin-Inhibitoren machen 

diese zu interessanten Forschungsobjekten für zum Beispiel den Pflanzenschutz [41] , aber auch 

in der Medizin. [42­44]  

Unter den Familien der Trypsininhibitoren finden sich auch die Mormodica Cochichinensis 

Trypsin-Inhibitoren (MCoTI), von denen es drei bekannte Varianten gibt. [145]  Sie bestehen 

aus 30 bis 34 Aminosäuren und sind Teil der Kürbis-Trypsin-Inhibitor -Familie. [146]  Zudem 

gehören sie der sogenannten Knotting-Familie an und weisen als Besonderheit eine Cystin-

Knoten-Struktur auf  (Abbildung 22). [147]  Diese enthält drei Disulfid -Brücken, welche so 

ineinandergreifen, dass zwei Cystin-Bindungen mit Teilen des Peptidrückgrads einen Ring 

bilden, welcher von der dritten durchdrungen wird. Dadurch erhalten die Proteine eine 

exzellente Stabilität gegenüber enzymatischem Abbau und hohen Temperaturen. Diese wird 

teilwei se durch eine Zyklisierung des Peptidrückgrads verstärkt. [148]  Die zyklisierten Knottings 

werden auch unter dem Begriff Cyclotides geführt. [149 ]  Die Zyklisierung des Peptidrückgrads 

bei MCoTI-I und -II führt zu einer zusätzlichen Stabilisierung der Struktur und spielt zudem 

eine Rolle in der spezifischen und hoch affinen Bindung an Trypsin. [150,151]  Offenkettige 

Varianten, wie sie in dieser Arbeit angewendet werden, zeigen ebenfalls noch eine hohe 

Affinität für Trypsin, wenn auch etwas geringer als die cyclischen Varianten. Die offenkettige 

Variante von MCoTI-II wird auch als oMCoTI bezeichnet. Die hohe Stabilität ist bei den 

offenkettigen Varianten durch die drei Disulfid -Brücken weiterhin  gegeben. 
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Abbildung 22: Struktur und Sequenz von oMCoTI-II, welches eine Cystin-Knoten-Struktur aufweist. Zwei der 

Disulfidbrücken (gelb) bilden mit Teilen des Peptidrückgrads (magenta) einen Ring, der von der dritten 

Disulfidbrücke (orange) durchdrungen wird.  

 

Bereits die natürlichen Formen von MCoTI weisen vielversprechende Eigenschaften auf, 

welche sie zu möglichen Zielstrukturen bei der Suche nach peptidbasierten Medikamenten 

machen. [44]  So inhibiert MCoTI-II auch die Serin-Protease Matriptase, welche im 

Zusammenhang mit dem Wachstum einiger Tumorarten in Zusammenhang steht. [152]  Zudem 

konnte gezeigt werden, dass MCoTI-II auch in Zellen aufgenommen werden kann. [153]  

Die hohe Stabilität der Knotenstruktur bei gleichzeitiger Flexibilität der zwischen den 

Awqrcglcl jgceclbcl ?`qaflgrrc &´jmmnq§' cpj_s`r cglc cgld_afc Kmbgdgxgcp`_picgr bgcqcp

?`qaflgrrc, Bspaf qmecl_llrcq ´jmmn ep_drgle§ iĂllcl ?`qaflgrrc cgnes Knottings so 

modifiziert werden, dass sie an neue Zielmoleküle, beispielsweise Integrinrezeptoren auf 

Krebszellen oder anderen mit Tumoren in Verbindung stehenden Enzymen wie Beta-Tryptase 

und Kallikrein , binden. [154]  Diese können für das Screening von Tumorzellen sowie 

xgcjecpgafrcrc Kcbgi_kclrcl_`e_`c &´Bpse-Bcjgtcpw§' bgclcl,[43]  Somit stellt diese Klasse 

der Miniproteine einen vielversprechenden Ausgangspunkt für weitere medizinische 

Anwendungen dar. [40]  
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3. Ergebnisse und Diskussion 

 

3.1. Voraussetzungen für die Hyperpolarisation von Peptiden  

In den folgenden Kapiteln wird auf den verwendeten Marker Propargyltyrosin sowie 

alternative Marker eingegangen. Zudem werden die Vorgehensweise und typische 

Beobachtungen für die in dieser Arbeit durchgeführten PHIP-Experimenten beschrieben. 

Allen hier gezeigten Experimenten gemeinsam ist der verwendete Katalysator [1,4-bis-

(Diphenylphosphino) -Butan] -(1,5-Cyclooctadien)-Rhodium(I)  Tetrafluoroborat ] 

([Rh(dppb)(COD)]BF 4, Kat.), dessen Struktur in Abbildung 23 gezeigt ist. [155]  Dieser ist vor 

allem in organischen Lösungsmitteln löslich und zeigt schon bei Raumtemperatur eine hohe 

Hydrieraktivität. Als Lösungsmittel wurde deuteriertes Methanol (MeOD -d4) verwendet. Da 

einzelne Komponenten von Kat. während der PHIP-Experimente selbst eine Hydrierreaktion 

durchlaufen, soll im folgenden Kapitel zunächst das Verhalten des Katalysators ohne Substrat 

erläutert werden. 

 

Abbildung 23: Struktur des Katalysators [Rh(dppb)(COD)] BF4 (Kat.). Das Rhodium(I) wird quadratisch planar von 

den beiden Liganden dppb und COD koordiniert.  

 

3.1.1. Charakterisierung des Hydrier katalysators  im PHIP-Experiment  

Das am Rhodium komplexierte Cyclooctadien (COD) wird während der Hydrierreaktion durch 

Wasserstoff und ggf. durch ein Substrat ersetzt. [156]  Dabei wird das COD selbst ebenfalls 

hydriert und zeigt bei Verwendung von Parawasserstoff eine Hyperpolarisation mit hoher 

Verstärkung. Um diese verstärkten Katalysatorsignale von denen der Substrate unterscheiden 

zu können, wurden PHIP-Experimente mit dem reinen Katalysator durchgeführt. In den 

erhaltenen PHIP-Spektren in Abbildung 24 lassen sich zwei verstärkte Signale bei 1,5 ppm 

und nach längerer Reaktionszeit auch bei 5,63 ppm erkennen. Im thermischen Spektrum nach 

dem PHIP-Experiment lassen sich entsprechende Signale bei den gleichen Verschiebungen 

feststellen, die im Spektrum vor dem PHIP-Experiment noch nicht vorhanden waren. Daher 

sind diese Signale dem Reaktionsprodukten Cycloocten und Cyclooctan aus dem vorherigen 

Liganden COD zuzuordnen.[105]   



 

Seite 34 

 

Abbildung 24: Thermische Spektren des Katalysators ([Rh(dppb)(COD)]BF4) 3 mg/ml in MeOD-d4 vor und nach PHIP 

sowie PHIP-Spektren zu unterschiedlichen Zeiten während der Hydrierungsreaktion. Inserts zeigen vergrößert die 

erhaltenen verstärkten PHIP-Signale des Katalysators bzw. von COD und dessen Reaktionsprodukten. Strukturen 

von COD, den Reaktionsprodukten und dem dppb-Liganden mit chemischen Verschiebungen der beobachteten 

Signale. 

 

Bei etwa 4,6 ppm ist im Eduktspektrum vor der PHIP-Reaktion das Signal der 

Doppelbindungen von COD zu erkennen, welches während der Reaktion abnimmt. [101]  An 

nahezu gleicher Stelle tritt hier ein Signal des in der Probe gelösten Wasserstoffs in den PHIP-

Spektren sowie dem Spektrum nach PHIP auf. Der gelöste Parawasserstoff geht dabei durch 
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Bindung an den Katalysator teilweise in den Triplettzustand T0 über, was sich in einem 

verstärkten Signal mit positivem und negativem Anteil äußert. [157]  Auffällig ist auch die 

Veränderung im Bereich der aromatischen Signale zwischen 7,5 und 8 ppm. Vor der PHIP-

Reaktion sind zwei dicht nebeneinander gelegene Signale bei 7,6 und 7,7 ppm zu erkennen, 

welche nach der Hydrierung bei 7,5 und 7,8 ppm auftreten. Bei 1,7 und 2,6 ppm, verschiebt 

sich letzteres zu 2,4 ppm nach der Hydrierung. Alle diese Signale lassen sich dem 

Phosphinliganden zuordnen. [105]  

Nach erfolgter Aktivierung des Katalysators durch die Hydrierung von COD kann ein neues 

Substrat mit einer ungesättigten C-C-Bindung, wie das in dieser Arbeit verwendete 

Propargyltyrosin, an den Katalysator binden.  

 

3.1.2. Propargyltyrosin als PHIP-Marker in Peptiden  

Nachfolgend wird mittels PHIP die Hydrierung von Propargyltyrosin (A) untersucht. Bei der 

Hydrierung der Dreifachbindung in A (Abbildung 25 a) entsteht das Produkt Allyltyrosin (B) 

mit einer Doppelbindung ( Abbildung 25 b). Zudem ist auch eine weitere Reaktion zu 

Propyltyrosin (C) möglich, bei der die Doppelbindung zur gesättigten Einfachbindung hydriert 

wird  (Abbildung 25 c). Es wird untersucht,  ob die Hydrierung selektiv für den ersten 

Hydrierungsschritt ist , oder ob eine vollständige Hydrierung im vorgegebenen Zeitrahmen 

erfolgt. Die erhaltenen Ergebnisse für A und dessen Hydrierprodukte dienen zusätzlich als 

Referenz für nachfolgende Experimente an Peptiden. Die Messungen wurden bei einer 

Aminosäurekonzentration von 1 mM durchgeführt. Die Konzentration an Kat. wurde zwischen 

1,8 und 0,45 mM variiert. Als Lösungsmittel wurde deuteriertes Methanol (MeOD -d4) 

verwendet. 

 

Abbildung 25: a) Struktur des PHIP-Markers Propargyltyrosin (A) und der Reaktionsprodukte b) Allyltyrosin (B) 

sowie c) Propyltyrosin (C). 

 

Zur Bestimmung der Verstärkungsfaktoren wurden jeweils ein thermisches Spektrum vor und 

nach der Reaktion aufgenommen. Das thermische Spektrum vor der Reaktion dient der 

Bestimmung möglicher Hintergrundsignale. Wie in Abbildung 26 gezeigt, weist das Spektrum 

vor der Reaktion keine Signale im Bereich zwischen 5,0 und 6,0 ppm auf. Daher müssen keine 

Hintergrundsignale bei der Bestimmung der Signalverstärkung berücksichtigt werden. 
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Abbildung 26: 1H-Spektren von A (1 mM) in 

Methanol -d4 aufgenommen in einem 500 MHz 

(11,7 T) Spektrometer vor, während und nach 

PHIP. Das thermische Spektrum vor der 

Hydrierung wurde mit 16 Scans und einem 

Receiver Gain (RG) von 287 aufgenommen. 

Das thermische Spektrum nach der Reaktion 

wurde mit 32 Scans und RG 287 

aufgenommen. Für das PHIP-Spektrum wurde 

ein einziger Scan mit RG 3,9 aufgenommen. 

Vergrößerte Bereiche im PHIP-Spektrum zeigen 

die hyperpolarisierten Protonen der Allyl-

Gruppe vom ersten Reaktionsprodukt B 

zwischen 5,2 ppm und 6,0 ppm sowie die von 

Kat. (1,5 ppm) und des zweiten 

Reaktionsprodukts C (1,0 ppm, 2,2 ppm) 

zwischen 0,8 ppm und 2,2 ppm. Das Signal bei 

etwa 4,6 ppm stammt von gelöstem 

Wasserstoff. Im thermischen Spektrum nach 

der Hydrierung sind die Allyl-Signale bei 

5,2 ppm, 5,35 ppm und 6,0 ppm ohne 

Hyperpolarisation sowie Cycloocten aus Kat. 

bei 5,6 ppm in der Vergrößerung zu erkennen  
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Im PHIP-Spektrum sind drei hyperpolarisierte Signale sichtbar, welche dem Reaktionsprodukt 

B zugeordnet werden können. Das Signal bei 5,25 ppm weist dabei die höchste Verstärkung 

auf, gefolgt von den Signalen bei 6,0 ppm und 5,35 ppm. Die Signale bei 5,25 sowie 6,0 ppm 

stammen von den aus dem Parawasserstoff addierten Protonen HB und HC. Das Signal bei 

5,35 ppm lässt sich dem Proton HA geminal zu HB zuordnen, welches ursprünglich aus der 

Propargylgruppe von A stammt. 

Die Hyperpolarisation auf HA kommt durch den Polarisationstransfer aufgrund der Kopplung 

von HA mit H B und HC zustande. [107]  Die Kopplungskonstanten lassen sich aus der 

Multiplizität der Signale von H A und HB bestimmen. Beide weisen eine Dublett-Dublett-

Struktur auf, da sie jeweils zwei einzelne Protonen als nächsten Kopplungspartner aufweisen. 

Die Kopplungskonstante 2JAB beträgt dabei 1,8 Hz, für 3JAC 17,3 Hz und 3JBC 10,5 Hz. Diese 

decken sich mit den aus der Literatur bekannten Kopplungskonstanten für Allylreste. [158]  Die 

Multiplet -Struktur von H C ist wesentlich komplexer, da hier auch die Kopplung zu den zwei 

Protonen am Ether-Kohlenstoff relevant ist. 

Tabelle 1 zeigt die erhaltenen Verstärkungsfaktoren ʀ für H A, HB und HC bei unterschiedlichen 

Kat.-Konzentrationen und einer Reaktionszeit von 25 Sekunden. Unabhängig von der Kat.-

Konzentration weist HB immer den höchsten Verstärkungsfaktor auf, gefolgt von HC. Dies ist 

zu erwarten, da beide Protonen aus dem Parawasserstoff stammen und daher die höchste 

Polarisation aufweisen. Für die höchste erhaltene Verstärkung von im Durchschnitt etwa 3400 

beträgt diese 13,7 %. 

Tabelle 1: Verstärkungsfaktoren ʀ aus den PHIP-Experimenten mit Fmoc-Propargyltyrosin (1 mM) für die Signale der 

Allyl-Protonen des Reaktionsprodukts Fmoc-Allyltyrosin bei drei unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen und 

einer Reaktionszeit von 20 bis 25 Sekunden. 

Substrat Kat.-Konz. ʀ HC, 6,02 ppm ʀ HA, 5,35 ppm ʀ HB, 5,23 ppm 

A 

(Fmoc-Tyr(Prg)-

OH, 1 mM) 

Hoch (1,8 mM) 1128 ±155, 25  s 318 ±83, 25  s 1881 ±745, 25  s 

Mittel (0 ,9 mM)  1471 ±166, 25  s 350 ±45, 25  s 2875 ±299, 25  s 

Niedrig 

(0,45 mM) 

1787 ±172, 20  s 397 ±80, 25  s 3438 ±323, 25  s 

 

Der Grund für die schwächere Verstärkung von HC gegenüber HB liegt hauptsächlich im 

komplexeren Kopplungsmuster von HC. Da PHIP-Signale bei PASADENA üblicherweise in 

Absorption und Emission auftreten, kommt es bei dem Multiplet t von HC zu größeren 

Überschneidungen zwischen Absorptions- (positiv) und Emissionslinien (negat iv), wobei diese 

sich gegenseitig aufheben. Die Verstärkung von HA ist um eine Größenordnung schwächer als 

bei HB und HC, da dieses, wie zuvor beschrieben, nur über die Kopplungen mit H B und HC 

hyperpolarisiert wird.  

Beim Vergleich der einzelnen Kat.-Konzentrationen in Tabelle 1 fällt auf, dass die höchsten 

Verstärkungsfaktoren bei der niedrigsten Kat.-Konzentration auftreten. Bei der höchsten 

Konzentration sind die mittleren Verstärkungsfaktoren nur noch etwa halb so hoch für H B und 

etwa zwei Drittel für H C. Für HA bleiben die Werte in etwa konstant.  
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Eine mögliche Ursache hierfür liegt im experimentellen Vorgehen. Die Experimente mit der 

höchsten Kat.-Konzentration wurden vor den Experimenten mit geringerer Konzentration 

durchgeführt. Ziel war es, herauszufinden, wie stark die Katalysatorkonzentration verringert 

werden kann, um die Toxizität der Lösung durch das Schwermetall Rhodium zu verringern 

ohne nennenswerte Einbußen bei den Verstärkungsfaktoren zu erhalten. Gerade die ersten 

Messungen eines Tages können jedoch geringere Verstärkungen aufweisen, da die 

Umwandlung in Parawasserstoff möglicherweise noch nicht vollständig stattgefunden hat, 

oder Reste von thermischem Wasserstoff in den Zuleitungen zur Probe vorhanden waren.  

Durch den hierdurch geringeren Anteil an Parawasserstoff im Reaktionsgas fällt auch die 

Verstärkung durch PHIP schwächer aus. Bei den darauffolgenden Experimenten liegt dann die 

vollständige Menge an Parawasserstoff vor. Erkennbar ist dies auch an der wesentlich 

höheren Streuung der Werte bei hoher Kat.-Konzentration im Vergleich zu den geringeren 

Konzentrationen. So betrug die Verstärkung für HB bei einer ersten Messung lediglich 79, bei 

der anschließenden Messung mit gleicher Zusammensetzung der Probe schon 2626. Bei einer 

Wiederholung der Messreihe wurden Verstärkungsfaktoren von immerhin 1136 bei der ersten 

und 2659 bei der zweiten Messung erhalten. In nachfolgenden Messungen wurde daher eine 

Spülung der Leitung mit Parawasserstoff vor jeder Messung durchgeführt, um jedes Mal 

gleiche Bedingungen vor der Messung herzustellen. 

Wird die Streuung der erhaltenen Verstärkungsfaktoren berücksichtigt, so liegen einige der 

Messwerte für die unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen recht nahe beieinander. 

Daraus ließe sich folgern, dass die Verstärkung durch PHIP für Propargyltyrosin nur 

geringfügig von der Katalysatorkonzentration abhinge. Es zeigt sich jedoch gerade bei der 

geringsten Konzentration an Kat. ein Trend zu höheren Werten. Dabei würde eigentlich bei 

einer höheren Kat.-Konzentration eine schnellere Reaktion und damit höhere 

Verstärkungsfaktoren erwartet , wie in der nachfolgenden Betrachtung erläutert werden soll. 

Maßgeblich für einen hohen Verstärkungsfaktor ist der Umsatz der Hydrierungsreaktion. Da 

die T1-Zeit der Protonen relativ kurz ist, finden während des PHIP-Experiments zwei 

gegenläufige Prozesse statt (Abbildung 27): Auf der einen Seite wird das Edukt zu 

hyperpolarisiertem Produkt hydriert, auf der anderen Seite relaxiert das hyperpolarisierte 

Produkt mit T 1 zurück zum thermischen Gleichgewicht. Dazwischen befindet sich ein kurzer 

Zeitraum, in dem die Konzentration an hyperpolarisiertem Produkt ein Maximum durchläuft.  
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Abbildung 27: Schematischer Verlauf der Kinetik der Hydrierungsreaktion während PHIP. Das Substrat a) wird mit 

Parawasserstoff hydriert zum hyperpolarisierten Produkt b), welches anschließend mit der Zeitkonstanten T1 in das 

thermische Gleichgewicht c) relaxiert. Die Konzentration an hyperpolarisiertem Produkt durchläuft somit ein 

Maximum, an der auch die messbare Signalverstärkung maximal ist.  

 

Je höher die Katalysatorkonzentration ist, desto schneller läuft die Hydrierungsreaktion ab 

und desto mehr hyperpolarisiertes Produkt liegt gleichzeitig zu einem bestimmten Zeitpunkt 

nach dem Start der Reaktion vor. Allerdings hält diese hohe Polarisation durch die Relaxation 

ins thermische Gleichgewicht nur kurz  an. Bei geringeren Katalysatorkonzentrationen läuft  

die Hydrierung entsprechend langsamer ab und es liegt weniger hyperpolarisiertes Produkt 

gleichzeitig vor. Die erreichbare maximale Signalverstärkung ist somit geringer als bei hohen 

Katalysatorkonzentrationen. Allerdings wird auch noch über einen längeren Zeitraum 

hyperpolarisiertes Produkt nachgebildet, während das anfänglich gebildete Produkt schon in 

das thermische Gleichgewicht relaxiert ist. Das Maximum an Hyperpolarisation verschiebt sich 

somit bei verringerter Katalysatorkonzentration zu späteren Zeiten und hält länger an. 

Daraus lässt sich schlussfolgern, dass die für alle Katalysatorkonzentrationen verwendete 

Reaktionszeit von 25 Sekunden in Tabelle 1 womöglich zu lang war und das Maximum an 

Hyperpolarisation für die höchste Konzentration bereits überschritten wurde. Bei Verwendung 

einer kürzeren Reaktionszeit von 15 Sekunden zeigt die Messreihe schließlich den erwarteten 

Verlauf der Verstärkungsfaktoren, wie in Tabelle 2 gezeigt. 

Tabelle 2: Verstärkungsfaktoren  ʁaus den PHIP-Experimenten mit Fmoc-Propargyltyrosin (1 mM) für die Signale der 

Allyl-Protonen des Reaktionsprodukts Fmoc-Allyltyrosin bei drei unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen und 

einer Reaktionszeit von 15 Sekunden. 

Substrat Kat.-Konz.  ʁHC, 6,02 ppm  ʁHA, 5,35 ppm  ʁHB, 5,23 ppm 

A 

(Fmoc-Tyr(Prg)-

OH, 1 mM) 

Hoch (1,8 mM) 3068 ±526, 15  s 864 ±72, 15  s 5651 ±590, 15  s 

Mittel (0 ,9 mM) 2749 ±699,  15 s 455 ±140, 15  s 4738 ±1066, 15  s 

Niedrig 

(0,45 mM) 

2586 ±699, 15  s 347 ±140, 15  s 4412 ±591, 15  s 
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Auch mit der verkürzten Reaktionszeit ändert sich der generelle Trend nicht, dass die 

höchsten Verstärkungsfaktoren für HB erhalten werden, gefolgt von HC und zum Schluss HA. 

Allerdings zeigt sich nun der erwartete Trend, dass mit zunehmender 

Katalysatorkonzentration auch die Verstärkungsfaktoren für alle drei Allyl -Protonen steigen. 

Der höchste erhaltene Wert für eine Einzelmessung wurde für HB bei der höchsten 

Katalysatorkonzentration bestimmt und betrug 6241, was einer Polarisation von 25,2 % 

entspricht. 

Zur Bestimmung der Verstärkung durch PHIP, wird ein thermisches Spektrum des 

Reaktionsprodukts nach der Hydrierungsreaktion aufgenommen. Bei den Aufnahmen der 

Reaktionslösung selbst fällt jedoch auf, dass das Verhältnis zwischen Signal und Rauschen 

&´Qgel_j rm Lmgqc P_rgm§* QLP' qcfp ijcgl _sqdòjjr (Abbildung 26, Danach). Ein möglicher 

Grund hierfür ist die weiterhin bestehende Wechselwirkung des Reaktionsprodukts mit dem 

Katalysator. Für A spielt zudem die Weiterreaktion des ersten Reaktionsprodukts B zu C eine 

Rolle. Hierdurch liegt im thermischen Spektrum nach PHIP nicht mehr die zum Zeitpunkt des 

PHIP-Spektrums gebildete Menge an B vor. 

Die Reaktion von B zu C wird besonders deutlich anhand der Signale des Phenylrings, welche 

mit zunehmendem Reaktionsfortschritt bei niedrigeren chemischen Verschiebungen auftreten. 

In einem 2D-TOCSY-Spektrum lassen sich die sich überlagernden Edukt- und Produktsignale 

besonders deutlich erkennen (Abbildung 28). 
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Abbildung 28: Ausschnitt aus dem 2D-1H-TOCSY-Spektrum im Bereich der Aromatensignale mit 1D-Projektionen in 

F1 und F2 von A vor der Hydrierung (rot) und zu unterschiedlichen Zeitpunkten nach der Hydrierung (violett und 

blau). Nach der Hydrierung liegen zusätzlich leicht verschobene Signale der Reaktionsprodukte B und C vor. 

 

Um diese Wechselwirkung des Produkts mit dem Katalysator und Folgereaktionen zu 

umgehen, wurden daher thermische Spektren des reinen Reaktionsprodukts Fmoc-Allyltyrosin 

bei gleicher Konzentration von 1 mM aufgenommen. (Abbildung 29) Die Signalintensität 

(Integral) aus diesen Spektren entspricht der bei einem vollständigen Umsatz des Edukts zum 

Allyl -Produkt erwarteten Intensität . Hierdurch war es möglich, die oben gezeigten 

Verstärkungsfaktoren zu bestimmen. Da wie zuvor gezeigt beim Maximum der 

Hyperpolarisation meist jedoch nur ein unvollständiger Umsatz vorliegt, sind die hier 

gezeigten Verstärkungsfaktoren eher unterschätzt.  
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Abbildung 29: Thermisches Protonenspektrum von B 1 mM in MeOD-d4 mit 0,9 mM Kat. vor der Hydrierung (ohne 

Reaktion). Das Inset zeigt vergrößert den relevanten Bereich mit den Allyl-Signalen bei 5,2 ppm, 5,35 ppm und 

6,0 ppm. Im Gegensatz zu Abbildung 26 nach PHIP sind die Allyl-Signale hier deutlicher zu erkennen und 

entsprechen der vollen Konzentration von 1 mM. 

 

Damit die Hyperpolarisation der Probe möglichst hoch ausfällt und für eine Anwendung als 

Kontrastmittel im MRT ist eine möglichst lange T1-Zeit von Nöten. Die T1-Zeit von 13C-Kernen 

ist in der Regel länger als jene von Protonen. [159]  Aufgrund des geringeren gyromagnetischen 

Verhältnisses und der daraus folgenden geringeren thermische Polarisation von 13C ließen sich 

durch den Transfer der Polarisation von 1H auf 13C noch höhere Verstärkungsfaktoren für 13C 

erzielen. Zur Abschätzung der erzielbaren Hyperpolarisationsdauer wurden die 13C T1-Zeiten 

des ersten Reaktionsprodukts B mittels Inversion-Recovery-Experiment bestimmt. Abbildung 

30 a) Zeigt die Zuordnung der ausgewerteten Kohlenstoffe der Struktur von B und Abbildung 

30 b) die erhaltenen Aufbaukurven. Messungen mit Aufbauzeiten von 120 und 300 Sekunden 

zeigten keine weitere Zunahme der Signalintensitäten, jedoch kam es aufgrund des Rauschens 

vor, dass die Integrale aus diesen Messungen geringer waren als bei 60 Sekunden Aufbauzeit. 

Die letzten zwei bis drei Punkte der linearisierten Daten weichen daher vom linearen 

Verhalten der ersten sechs bis sieben Datenpunkten ab (Abbildung 31). Dies kann durch das 

niedrige SNR verursacht worden sein welches zu signifikanten Unterschieden in den 

erhaltenen Integralwerten führt, selbst nach vollständiger Relaxation der Signale. Tabelle 3 

zeigt die Fitparameter und die daraus resultierenden T1-Zeiten für die Fits der ersten sechs bis 

sieben Datenpunkte der einzelnen Datenreihen. Neben den Allyl-Kohlenstoffen CA, CB und CC 

wurden auch die quartären Kohlenstoffe CD und CE untersucht. Letztere wiesen die längsten 

T1-Zeiten auf. 
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Abbildung 30: a) Struktur von Allyl-Tyrosin mit Bezeichnungen und chemischen Verschiebungen der untersuchten 

Kohlenstoffe in der T1-Bestimmung, b) Integrale der 13C-Signale gegen die Recovery Delay Zeit. 

 

 

Abbildung 31: Linearisierung und Fit der Integrale aus dem 13C Inversion-Recovery.Experiment für Allyl-Tyrosin. 

 

Tabelle 3: Fitparameter für die Inversion-Recovery-Daten und daraus resultierende T1-Zeiten für 13C in Allyltyrosin 

bei 11,7 T Für verschiedene Kohlenstoffatome. 

Á 13C, Chemische Verschiebung, ppm Á Fitparameter T1 Zeit, s 

CA, 119,0  -0,1382 s-1*t+8 ,6899 

R2 = 0 ,9228 

7,24 ±0 ,94  

CB, 133,5  -0,0904 s-1*t+9 ,7961 

R2 = 0 ,9859 

11,07 ±0 ,59  

CC, 69,8  -0,2192 s-1*t+8 ,9029 

R2 = 0 ,8874 

4,56 ±0 ,81  

CD, 157,4  -0,0867 s-1*t+9 ,5266 

R2 = 0 ,9474 

11,53 ±1 ,22  

CE, 181,9  -0,0546 s-1*t+9 ,4556 

R2 = 0 ,9474 

18,33 ±1 ,93  
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3.1.3. Propioltyrosinester als potentieller  PHIP-Marker  

Die natürliche Häufigkeit von 13C beträgt nur etwa 1 %, weshalb für den Transfer der 

Polarisation von 1H auf 13C eine Isotopenmarkierung des PHIP-Markers zu einer verbesserten 

und genaueren Messbarkeit der PHIP-Verstärkung führen kann. Zum Zeitpunkt dieser Arbeit 

war der Marker Propargyltyrosin (A) nicht mit Isotopenmarkierung kommerziell erhältlich. 

Aus der Messung von 13C T1-Zeiten an Allyltyrosin  (B) war ersichtlich, dass für eine möglichst 

lange T1-Zeit vor allem quartäre Kohlenstoffe als Ziel für den Polarisationstransfer in Frage 

kommen. Aus diesem Grund sollte ein PHIP-Marker durch Funktionalisierung einer 

Aminosäure mit 13C-markierten Propiolsäure hergestellt werden. Als Grundgerüst wurde die 

Aminosäure Tyrosin (DE1) verwendet. Die Hydroxyfunktion am Aromaten lässt sich mit der 

Propiolsäure (DE2) verestern. Das Produkt Propioltyrosin (D) besitzt hohe Ähnlichkeit zu A. 

Daher wurden die gleichen Vorteile wie Rigidität  und Abstand der Dreifachbindung zum 

Peptidrückgrad erwartet. Abbildung 32 zeigt die Synthese und Struktur des erzeugten PHIP-

Markers. 

 

Abbildung 32: Synthese des PHIP-Markers Fmoc-Tyr(Propiol)-OtBu (D) aus den Edukten Fmoc-Tyrosin-OtBu (DE1) 

und Propiolsäure (DE2). Die Reaktion erfolgte bei 0 °C bis Raumtemperatur (RT) in Dichlormethan (DCM) mit den 

Kopplungsreagenzien N,Nǋ-Dicyclohexylcarbodiimid (DCC) und 4-(Dimethylamino)pyridin  (DMAP). Die Abspaltung 

der tBu-Gruppe erfolgt durch Trif luoressigsäure (TFA). 

 

Die Synthese wurde zunächst mit unmarkierter Propiolsäure durchgeführt. Dabei konnte die 

Fmoc-geschützte Aminosäure in guter Reinheit und Ausbeute (53,7 %) dargestellt werden. 

Der erzeugte PHIP-Marker D unterscheidet sich von A nur in einer Carbonyl-Gruppe neben 

der Dreifachbindung im Gegensatz zu einem Methylen-Kohlenstoff. 

Der neue PHIP-Marker D wurde auf PHIP-Aktivität getestet. Dabei wurde ein 

Verstärkungsfaktor von bis zu 15 erhalten (Abbildung 33). Dieser fällt wesentlich geringer aus 

als die Verstärkungen für A. Bei der Kinetikmessung (Abbildung 34) wird  eine im Vergleich zu 

A wesentlich langsamere Reaktion beobachtet. Zudem reagiert die Dreifachbindung von D 

wesentlich schneller über die Doppel- zur Einfachbindung. Dadurch verteilt sich die erhaltene 

Hyperpolarisation auf zusätzliche Signale. Da der einzige Unterschied zwischen beiden 

Substraten die Carbonylgruppe des Propiolrests ist, hat diese womöglich einen starken 

negativen Einfluss auf die Reaktivität.  



 

  Seite 45 

 

Abbildung 33: a) PHIP-Spektrum und b) thermisches Spektrum nach PHIP von Fmoc-Tyr(Propiol)-OH. Inserts zeigen 

die Bereiche der erwarteten Produktsignale (rote Pfeile) für die Doppelbindung von 5-7 ppm und die 

Einfachbindung von 1-3 ppm. 

 

 

Abbildung 34: Kinetik der Hydrierungsreaktion während PHIP von Fmoc-Tyr(propiol) -OH. Absolutes Integral (in 

beliebiger Einheit, b.E.) des hyperpolarisierten Signals von HB gegen die Zeit. 

 

Zum einen könnten Wechselwirkungen des Carbonylsauerstoffs mit dem Katalysator dazu 

führen, dass der Katalysator schwächer an der Dreifachbindung binden kann, ähnlich wie es 

bei dem Peptidrückgrad der Fall ist. Dagegen spricht jedoch, dass bei reiner 1 mM 

Propiolsäure in MeOD ein Verstärkungsfaktor von bis zu 9280 erhalten wurde, welcher im 

Vergleich zu dem Faktor 15 für den Ester mit Tyrosin wesentlich höher ausfällt. Eine weitere 

Einschränkung könnte in der Geometrie der Propiolgruppe begründet sein. Durch die sp2-

Hybridisierung des Carbonyl-Kohlenstoffs ist dieser planar und weniger flexibel als eine 

Methylengruppe mit sp3-Hybridisierung. Zudem ändert sich beim Propiolester im Vergleich 

zum Propargyltyrosin der Bindungswinkel zwischen dem Phenylring des Tyrosins und der 

Dreifachbindung. Möglicherweise verhindert diese veränderte Geometrie in Verbindung mit 

der geringeren Flexibilität der Marker gruppe ein effektives Binden des Katalysators am 

Marker, wodurch der Umsatz und damit die maximale Verstärkung geringer ausfallen. 



 

Seite 46 

Aufgrund der geringen erhaltenen Verstärkung für D im PHIP-experiment wurde daher keine 

weitere Synthese mit 13C Isotopenmarkierung durchgeführt. Zur Überprüfung der Hypothese, 

dass die geringere Flexibilität des Propiolesters dämpfend auf die Signalverstärkung wirkt, 

könnten andere Aminosäuren, beispielsweise Lysin, als Grundgerüst eingesetzt werden, 

welche eine flexiblere Seitenkette aufweisen.  

 

3.2. Signalverstärkung an PHIP-markiertem Octreotid  

In diesem Kapitel werden die Ergebnisse für die Verstärkung von modifiziertem Octreotid 

durch PHIP präsentiert. Zunächst werden die durchgeführten Modifikationen an Octreotid 

zum Einbau von unterschiedlichen PHIP-Markern erläutert. Anschließend wird auf die  

Herausforderungen bei der Beobachtung der verstärkten Signale eingegangen und mögliche 

Gründe für deren Auftreten diskutiert. Zuletzt werden die erhaltenen Verstärkungsfaktoren 

für die unterschiedlichen Octreotidvarianten verglichen und diskutiert.  

 

3.2.1. Einbau von Propargyltyrosin in Octreotid  

Die Struktur eines Peptids und die möglichen Wechselwirkungen mit anderen Molekülen und 

Proteinen werden maßgeblich durch die Abfolge der Aminosäuren und deren 

unterschiedlichen Seitenketten beeinflusst. Durch den Einbau von nichtnatürlichen 

Aminosäuren können daher die Struktur und Oberflächeneigenschaften und daraus folgend 

die Funktion des Peptids verändert und/oder beeinträchtigt werden. Um diesen Einfluss des 

PHIP-Markers möglichst gering zu halten, sollte dieser an Stellen des Peptids eingebaut 

werden, an denen er nur einen geringen Einfluss hat (Abbildung 35). 

Die für die Bindung an die SSTRs wichtigsten Seitenketten in Octreotid (1) sind L-Lysin (K5) 

und D-Tryptophan (W4). Hier sollte möglichst keine Mod ifikation erfolgen. Davor befinden 

sich zwei Phenylalanine in der Sequenz D-Phenylalanin (F1) und L-Phenylalanin (F3). Durch 

den aromatischen Phenylring weisen diese eine große Ähnlichkeit zu dem PHIP-Marker A auf. 

Sie unterscheiden sich lediglich in der Hydroxygruppe des Tyrosins, welches mit der 

Propargylgruppe einen Ether bildet und, im Falle von F1, zusätzlich in ihrer Konfiguration.  
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Abbildung 35: Strukturen von Octreotid und dessen modifizierten Varianten mit PHIP-Marker L-Tyr(Prg) (magenta) 

anstelle von D-Phe an Position F1 oder L-Phe an Position F3 und unterschiedlichen C-Termini (rot, Alc: Alkohol, 

Ac: Säure). Die für die Bindung an den Rezeptor wesentlichen Aminosäuren D-Trp und L-Lys sind in grün markiert. 

 

Die beiden Reste F1 und F3 sind für die Funktion von Octreotid nicht essentiell, beeinflussen 

aber die Stärke der Bindung, da sie zusätzlich mit Aminosäuren in den Bindungstaschen der 

Zielrezeptoren wechselwirken. [128]  Vor allem F3 befindet sich in direkter Nachbarschaft zu 

den wichtigen Gruppen von W4 und K5. Aber auch F1 liegt in Octreotid in der 

nichtnatürlichen D-Konfiguration vor, um mit seiner Seitenkette die durch das Cystein C2 

entstandene Lücke zu schließen. Im natürlichen Vorbild Somatostatin befinden sich dort zwei 

Phenylalaninreste nebeneinander.[120]  

Der Einbau des PHIP-Markers erfolgte durch SPPS. Dabei wurde entsprechend Fmoc-

Propargyltyrosin (Prg, A) an Stelle der jeweiligen Aminosäuren Fmoc-L-Phenylalanin (F3) 

oder Fmoc-D-Phenylalanin (F1) eingesetzt. Dadurch ergeben sich zwei Varianten, die 

F1PrgAlc (1-A1) und F3PrgAlc (1-A3) ecl_llr uspbcl, Bgc Clbsle ?ja &ispx dĈp ´?jamfmj§'

bezieht sich auf den C-Terminus, welcher in Octreotid als primäralkoholische Hydroxy-Gruppe 

vorliegt. Üblicherweise liegt der C-Terminus eines Peptids als Carbonsäure vor. 

In der Literatur finden sich Varianten mit Carbonyl -C-Terminus, die als Octreotate (2) 

bezeichnet werden und ein verändertes Bindungsverhalten an bestimmten SSTRs aufweisen. 
[160]  Um den Einfluss des C-Terminus auf die biologische Aktivität sowie die PHIP-Reaktion zu 

untersuchen, wurden entsprechend auch zwei Varianten mit einer Carbonsäure-Gruppe am C-

Terminus hergestellt. Diese werden als F1PrgAc (2-A1) und F3PrgAc (2-A3) (mit Ac kurz für 

´?agb§' `cxcgaflcr, 
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3.2.2. Interkalierende PHIP-Marker für Disulfidbrücken in Octreotid  

In einer vorherigen Arbeit haben Fleckenstein und Herr et al.[14]  die Synthese und Anwendung 

eines PHIP-Markers beschrieben, welcher zwischen den Schwefelatomen der Disulfid-Brücke 

eingebaut werden kann. Da auch Octreotid eine Disulfidbrücke enthält, ist dieser Ansatz hier 

ebenfalls möglich und wird in dieser Arbeit untersucht .  

Bei dem Marker E handelt es sich um ein Allylsulfon, welches mit der linearen, reduzierten 

(offenen) Form des Peptids (1-lin ) an den Thiolgruppen reagiert, wobei die geschlossene, 

cyclische Form des Peptids (1-E) mit dem Marker innerhalb der Disulfidbrücke entsteht 

(Abbildung 36). 

 

Abbildung 36: Einbau eines Interkalierenden PHIP-Markers (E) in die Struktur von linearem Octreotid  (1-lin ) anstelle 

einer Disulfid-Brücke, wobei das zyklische Produkt 1-E gebildet wird . 

 

3.2.3.  Verstärkung von Octreotid varianten mit Propargyltyrosin  

Die Signalverstärkung für die PHIP-markierten Varianten von Octreotid wurde bei drei 

unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen bestimmt. Die Konzentration von Octreotid lag 

bei 1 mM, die des Katalysators bei 0,45, 0,9 oder 1,8 mM.  

Aufgrund von starker Verbreiterung und leichter Verschiebung der Signale des 

Reaktionsprodukts im relaxierten Spektrum nach der Reaktion (Abbildung 37 a) waren die 

thermischen Signale sehr schwach. Dies führte zu sehr geringen Werten für die thermischen 

Integrale und einer starken Ungenauigkeit bei der Bestimmung der absoluten 

Signalverstärkung. Die Folgereaktion von einem Allyl - zu einem Propyl-Rest konnte zudem 

nicht komplett ausgeschlossen werden, vor allem für das Markermolekül Propargyltyrosin 

selbst. Daher wurden die Allyl -Varianten von Octreotid bei der exakt gleichen Konzentration 

ohne vorherige Reaktion im thermischen Gleichgewicht gemessen. Die entsprechenden 

Integrale wurden als externer Standard für die Bestimmung der Signalverstärkung 

herangezogen. Die so erhaltenen thermischen Signale entsprechen somit der Annahme, dass 

eine vollständige Reaktion von der Propargyl-Gruppe zur Allyl-Gruppe stattgefunden hat, 

ohne weitere Reaktion zur Propyl-Gruppe. 
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Abbildung 37: a) Vergleich eines PHIP-Spektrums und eines thermischen Spektrums nach PHIP von 2-A1. Nach der 

Hydrierung liegen teilweise stark verbreiterte (HC) oder doppelte Allyl -Signale (HA und HB, rot markiert) im 

Vergleich zum hyperpolarisierten PHIP-Spektrum vor. b) Allyl-markiertes Octreotid (2-B1) zeigt nach Aktivierung des 

Katalysators durch Wasserstoff ebenfalls eine Verdopplung der Signale, was auf eine Bindung des PHIP-Markers, 

bzw. des Reaktionsprodukts an den Katalysator deutet. 

 

Die Verbreiterung und die Verschiebung der Allylsignale nach der Reaktion werden 

wahrscheinlich durch die Bindung des Produkts an den Katalysator verursacht. Dies geschieht 

entweder als intermediärer Katalysator-Produkt-Komplex oder durch Wechselwirkung des 

Katalysators mit aromatischen Seitenketten im Peptid. [161]  Bestätigt wird dies ebenfalls durch 

die Beobachtung, dass auch die Allyl-Variante von Octreotid nach erfolgter Aktivierung des 

Katalysators durch Wasserstoff eine entsprechende Verdopplung der Signale zeigt, ohne dass 

eine Hydrierung am markierten Peptid stattgefunden hätte (Abbildung 37 b).  

Auch wenn die Folgereaktion der Allylgruppe mit Wasserstoff zu einer Propylgruppe nicht 

komplett ausgeschlossen werden konnte, so zeigen Vergleiche von 1D- und 2D-Spektren von 

PHIP-markiertem Octreotid und freiem Propargyltyrosin, dass die Hydrierung im Falle des 

Peptids auf dem ersten Reaktionsschritt stehen bleibt und der zweite Reaktionsschritt nicht, 

oder nur sehr langsam, abläuft. Zu erkennen ist dies an der chemischen Verschiebung der 

aromatischen Protonen in Tyrosin, welche sich mit jedem Hydrierungsschritt bei jeweils 

niedrigeren Verschiebungen wiederfinden (Abbildung 38). Das 2D-1H-TOCSY-Experiment hilft 

bei der Identifikation der Tyrosin -Signale und der Unterscheidung von den Signalen des 

Katalysators und anderen aromatischen Aminosäuren, da deren Korrelation über 

J-Kopplungen an den Cross-Peaks gut zu erkennen ist. 
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Abbildung 38: Ausschnitte aus dem 2D-1H-TOCSY-Spektrum von Octreotid F3PrgAc (2-A3) mit 1D-Projektionen in F1 

und F2 zu unterschiedlichen Zeitpunkten vor (rot)  und nach (violett)  der Hydrierung in PHIP-Experimenten. Zu 

erkennen sind jeweils die beiden Aromaten-signale des Propargyltyrosins. Nach der Hydrierung liegen zusätzlich 

leicht verschobene Signale des Reaktionsprodukts mit Allyltyrosin vor. Im Falle von 2-A3 sind nach längerer 

Hydrierung keine Signale für Propyltyrosin sichtbar. 

 

Tabelle 4 zeigt die erhaltenen Werte für die Signalverstärkungen der einzelnen 

Octreotidvarianten für alle drei Protonen in der Allyl -Gruppe des Hydrierungsprodukts für 

verschiedene Katalysatorkonzentrationen (1,8 mM, 0,9 mM und 0,45 mM, folgend 

entsprechend als Hoch, Mittel und Niedrig bezeichnet).  

Ein offensichtlicher Trend, der bei allen getesteten Octreotidvarianten beobachtet wurde, ist 

die Zunahme der ermittelten Signalverstärkung mit steigender Katalysatorkonzentration, wie 

auch schon zuvor bei Propargyltyrosin beobachtet. Erklären lasst sich dies mit der Kinetik der 

Hydrierung ( Abbildung 39). Des Weiteren wi rd auch bei Octreotid die höchste 

Signalverstärkung für das Proton HB beobachtet, gefolgt von HC und zum Schluss HA. Auch 

hier gilt die gleiche Erklärung wie bei Propargyltyrosin zuvor. Lediglich für F3PrgAlc wurde 

bei mittlerer Katalysatorkonzentration mi t 71 ±13 eine leicht höhere Verstärkung auf H C 

bestimmt als mit 66 ±19 für H B. Unter Berücksichtigung der jeweiligen Fehlerintervalle sind 

die beiden Werte für HB und HC in diesem Fall praktisch gleich.  
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Abbildung 39: Kinetik der Hydrierungsreaktion während PHIP bei unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen 

am Beispiel von PHIP-markiertem Octreotid F1PrgAc. Absolutes Integral (in beliebiger Einheit, b.E.) des 

hyperpolarisierten Signals von HB gegen die Zeit. Mit abnehmender Katalysatorkonzentration verschiebt sich das 

Maximum der erreichten Hyperpolarisation zu späteren Zeiten. Abbildung abgewandelt aus [61]. 

 

Die höchste Verstärkung insgesamt mit im Schnitt 1374 ±506 für H B wurde für die Variante 

F1PrgAlc bei hoher Katalysatorkonzentration und 25 s Reaktionszeit bestimmt. Die höchste 

Verstärkung einer einzelnen Messung betrug sogar 2056 bei leicht erhöhter 

Katalysatorkonzentration von 1,96 mM. Dies entspricht einer 1H-Polarisation von 8 %. 

 

Auch die Variante F1PrgAc zeigt mit im Schnitt 1251 ±237 für H B bei hoher 

Katalysatorkonzentration und 25 s Reaktionszeit eine ähnlich hohe maximale 

Signalverstärkung wie F1PrgAlc. Für die Varianten mit dem PHIP-Marker an Position F1 

scheint demnach die Art des C-Terminus keinen Einfluss auf die Signalverstärkung zu haben. 
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Tabelle 4: Signalverstärkungsfaktoren  ʁ für unterschiedliche Octreotidderivate bei verschiedenen 

Katalysatorkonzentrationen in MeOD-d4 mit den jeweiligen Reaktionszeiten für die drei beobachteten, 

hyperpolarisierten Allyl-Signale 5,23 ppm (HB), 5,35 ppm (HA) und 6,02 ppm (HC). Durchschnitt aus jeweils drei 

Messungen mit Standartabweichung. 

Proben-

bezeichnung 

Kat.-konz.  ʁHC, 6,02 ppm  ʁHA, 5,35 ppm  ʁHB, 5,23 ppm 

F1PrgAlc (1-A1) Hoch 

(1,8 mM) 

447 ±136, 25  s 732 ±89, 25  s 1374 ±506, 25  s 

 Mittel 

(0,9 mM) 

193 ±71, 25  s 253 ±37, 25  s 488 ±191, 20  s 

 Niedrig 

(0,45 mM) 

110 ±17, 25  s 90 ±8, 25  s 324 ±51, 25  s 

F1PrgAc (2-A1) Hoch 

(1,8 mM) 

584 ±93, 20  s 1049 ±233, 

20 s 

1251 ±237, 25  s 

 Mittel  

(0,9 mM) 

383 ±95, 23  s 349 ±114, 

23 s 

890 ±156, 23  s 

 Niedrig 

(0,45 mM) 

120 ±19, 25  s 67 ±6, 25  s 364 ±58, 25  s 

F3PrgAlc (1-A3) Hoch 

(1,8 mM) 

306 ±58, 25  s 43 ±5, 25  s 242 ±40, 25  s 

 Mittel  

(0,9 mM) 

71 ±13, 25  s 10 ±1, 25  s 66 ±19, 25  s 

 Niedrig 

(0,45 mM) 

25 ±13, 25  s 15 ±15, 30  s 37 ±12, 25  s 

F3PrgAc (2-A3) Hoch 

(1,8 mM) 

560 ±105, 21  s 98 ±10, 21  s 731 ±114, 21  s 

 Mittel  

(0,9 mM) 

184 ±35, 25  s 50 ±12, 25  s 309 ±38, 25  s 

 Niedrig 

(0,45 mM) 

124 ±23, 35  s 26 ±3, 40  s 184 ±21, 35  s 

 

Die Varianten F3PrgAlc und F3PrgAc zeigen mit jeweils 242 ±40 und 731  ±114 für H B und 

hoher Katalysatorkonzentration ebenfalls hohe Signalverstärkungen, bleiben dabei jedoch 

teilweise weit hinter den an F1 markierten Varianten zurück. Vermutlich ist die Reaktivität 

der Propargylgruppe an der F3-Position geringer als an der F1-Position, da letztere für den 

Katalysator besser zugänglich ist. Die F3-position wird vermutlich durch die Seitenketten der 

benachbarten Aminosäuren, wie dem großen Tryptophanrest, teilweise abgeschirmt. [16]   

Ein weiterer Grund für die geringeren Verstärkungsfaktoren bei den F3-markierten Varianten 

könnten die geringeren T1-Zeiten der Allyl -Protonen sein. So zeigt HB in F1AllAc eine T1-Zeit 

von 3,60 s bei einem Inversion-Recovery-Experiment in Methanol-d4 bei 11,7 T. Für F3AllAc 

liegt diese nur bei 3,14 s. Für HC liegen die ermittelten T 1-Zeiten bei 3,59 s für F1AllAc und 

2,55 s für F3AllAc. Die T1 Zeiten liegen somit in der Größenordnung der Wartezeit zwischen 

Reaktion und Messung von 2 s sowie der Aquisitionszeit von 3 s. Die geringere T1-Zeit führt zu 

einem schnelleren Rückgang der Hyperpolarisation in das thermische Gleichgewicht und 

somit zu geringeren maximalen Verstärkungsfaktoren.  
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Bei den F3-markierten Varianten fällt zudem der Unterschied zwischen saurem und 

alkoholischem C-Terminus wesentlich stärker aus, wobei die Variante F3PrgAlc mit 

alkoholischem C-Terminus schwächere Signalverstärkungen aufweist als die Varianten mit 

Carboxyl-C-Terminus. Letztere zeigt eine bis zu dreifach höhere Verstärkung bei hoher 

Katalysatorkonzentration und bis zu fünffach bei mittlerer und niedriger 

Katalysatorkonzentration. Der genaue Grund für diesen Unterschied ist nicht bekannt. Eine 

Vermutung könnte in möglichen Unterschieden in der Rigidität des Peptidrückgrads liegen, 

welche durch Wasserstoffbrückenbindungen der Peptidbindungen im ɼ-Faltblatt des Peptids 

beeinflusst wird. Aufgrund der fehlenden Carboxylgruppe in der Alkoholvariante wird dieses 

Netzwerk aus Wasserstoffbrücken möglicherweise so verändert, dass das Peptid eine für die 

Hydrierung ungünstigere Konformation eingehen kann.  

Die bisherigen Experimente wurden ausschließlich in Methanol durchgeführt, da es sowohl 

für den verwendeten Katalysator als auch für die Peptide ein geeignetes Lösungsmittel 

darstellt. Da Methanol aufgrund seiner Toxizität jedoch nicht für in vivo-Studien oder 

Zellkulturen geeignet ist, wurden weitere Experimente mit vermindertem Meth anolgehalt 

oder Ethanol durchgeführt. Dafür wurden die beiden F1-markierten Varianten gewählt, da 

diese die höchsten Signalverstärkungen aufwiesen. 

Bei Verwendung einer 50 vol.-% wässrigen (aq.) Methanol-Lösung konnten 

Verstärkungsfaktoren von 800 bis 900 bei jeweils mittlerer und hoher 

Katalysatorkonzentration erreicht werden (Tabelle 5). Bei 36 vol.-% aq. Methanol konnte 

lediglich eine niedrige Konzentration an Katalysator verwendet werden, da sich höhere 

Konzentrationen in dieser Lösungsmittelzusammensetzung nicht mehr lösen lassen. Mit einer 

Peptidkonzentration von 1,2 mM der Variante F1PrgAc konnte eine Signalverstärkung von 

815 erreicht werden. 

Mit  50 vol.-% wässriger Ethanol-Lösung, als weniger toxische Alternative zu Methanol, wurde 

eine Signalverstärkung von 466 für F1PrgAlc erreicht. Insgesamt hatte die Menge an Alkohol 

keinen hohen Einfluss auf die Reaktionsgeschwindigkeit. Hingegen beeinflusst das 

Lösungsmittel neben der Katalysatorkonzentration hauptsächlich die Bildung von Gasblasen 

und die Vermischung des Wasserstoffgases mit der Lösung aufgrund der erhöhten 

Oberflächenspannung der wässrigen Lösungen. Durch vorsichtige Anpassung der 

Reaktionsparameter wie dem Druck des Wasserstoffgases und der Flussrate an die 

Lösungsmittelzusammensetzung sollte es möglich sein, das Mischungsverhalten und damit 

auch die Reaktionsgeschwindigkeit weiter zu optimieren.  Somit sollten auch noch höhere 

Signalverstärkungen in wässrigen Lösungen, vergleichbar mit denen in Methanol, möglich 

sein.  
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Tabelle 5: Signalverstärkungsfaktoren  ʁ für die Varianten F1PrgAlc und F1PrgAc bei unterschiedlichen 

Katalysatorkonzentrationen in Mischungen aus D2O und MeOD-d4 oder EtOD-d6 mit jeweiligen Reaktionszeiten in 

Sekunden für die drei beobachteten, verstärkten Signale bei 5,25 ppm (HB), 5,35 ppm (HA) und 6,0 ppm (HC). 

Aufgrund von Signalverbreiterungen und -überlappung konnten für H A keine deutlichen Signale in 50% D2O 

unterschieden werden, weswegen hier nur Verstärkungen für HB-Signale angegeben werden. 

Probenbezeichnung Katalysator-

konz. 

 ʁHC, 6,02 ppm  ʁHA, 5,35 ppm  ʁHB, 5,23 ppm 

F1PrgAlc (1-A1) 

50 % EtOD-d6 

Hoch 

(1,8 mM) 

163 ±26, 20  s 60 ±5, 25  s 466 ±74, 20  s 

F1PrgAc (2-A1) 

50 % D2O/MeOD-d4 

Hoch 

(1,8 mM) 

331 ±60, 15  s - 896 ±152, 15  s 

Mittel  

(0,9 mM) 

310 ±49, 25  s - 822 ±130, 25  s 

Niedrig 

(0,45 mM) 

162 ±25, 20  s - 449 ±71, 20  s 

F1PrgAc (2-A1) 

64 % D2O/MeOD-d4 

Niedrig 

(0,45 mM) 

281 ±44, 25  s 102 ±9, 25  s 815 ±129, 25  s 

 

Für Reaktionen in reinem Wasser würde ein wasserlöslicher Katalysator benötigt, wie sie 

teilweise schon für Reaktionen mit Pyruvat oder Fumarat eingesetzt wurden. [24,162]  Alternativ 

dazu wurden schon mehrere Verfahren entwickelt, um ein organisches Lösungsmittel nach 

der Reaktion zu entfernen und mit Wasser zu ersetzten. Dazu gehören der Phasentransfer [163]  

oder die schnelle Evaporation durch Spray-Flash-Destillation des organischen Lösungsmittels. 

Diese Verfahren können zudem auch helfen, den im organischen Lösungsmittel gelösten 

Katalysator zu entfernen.[164]  Diese Schritte benötigen weiteres spezielles Equipment, aber sie 

sind essentiell um die Biokompatibilität der hyperpolarisierten Lösungen zu erhöhen. 

 

3.2.4. Verstärkung von Octreotid mit Interkalierendem PHIP-Marker 

Das Octreotid mit dem interkalierenden PHIP-Marker 1-E wurde nur in geringen Mengen 

erhalten, weshalb die Konzentration des Peptids in den PHIP-Experimenten auf 0,5 mM 

verringert  wurde. Während des PHIP-Experiments wird die Dreifachbindung am Marker zu 

einer Doppelbindung hydriert, wodurch die entsprechenden Signale der Allylgruppe verstärkt 

werden (Abbildung 40 b). Zur Berechnung der Verstärkungsfaktoren wurden 0,5 mM 

Allyltyrosin als externer Standard verwendet. Die erhaltenen Signalverstärkungen bei 

unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen können aus Tabelle 6 entnommen werden. Da 

die erhaltenen Verstärkungsfaktoren insgesamt vergleichsweise niedrig waren, konnten keine 

Verstärkungen für das Proton HA bestimmt werden, da diese meist um einen Faktor von 

ungefähr 10 niedriger ausfallen als bei den mit Parawasserstoff addierten Protonen HB und 

HC. 
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Abbildung 40: Spektren von Octreotid mit interkalierendem PHIP Marker 1-E a) vor der Hydrierung, b) PHIP-

Spektrum mit Vergrößerung der Signale vom markierten Peptid und c) nach der Hydrierung. 

 

Tabelle 6: Signalverstärkungsfaktoren ʀ für 1-E mit interkalierendem PHIP-Marker bei unterschiedlichen 

Katalysatorkonzentrationen in MeOD-d4 mit jeweiligen Reaktionszeiten in Sekunden für die beobachteten, 

verstärkten Signale bei 5,18 ppm (HB) und 5,98 ppm (HC). 

Octreotid-

Konz. 

Katalysator-Konz. Reaktionszeit ʀ HB, 

5,18 ppm 

ʀ HC, 

5,98 ppm 

0,5 mM 3,59 mM 20 s 104 40 

 1,81 mM 25 s 116 41 

 0,90 mM 25 s 88 28 

0,7 mM 2,12 mM 25 s 88 55 

0,5 mM 0,45 mM 30 s 42 13 

  35 s 54 15 

 

Der mit 116 höchste erhaltene Signalverstärkungsfaktor wurde bei einer 

Katalysatorkonzentration von 1,81 mM und 25 s Reaktionszeit erhalten. Eine Verdopplung der 

Kat.-Konzentration auf 3,59 mM brachte keine höhere Verstärkung, welche mit 104 ähnlich 

hoch ausfiel wie bei der vorherigen Kat.-Konzentration. Die wesentlich geringeren 

Verstärkungsfaktoren gegenüber den Octreotidvarianten mit Propargyltyrosin könnten in 

einer langsameren Reaktion begründet liegen, wie Kinetikmessungen zeigen (Abbildung 41). 
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Abbildung 41: Kinetik der Hydrierungsreaktion für 1-E mit interkalierendem PHIP-Marker bei unterschiedlichen 

Katalysatorkonzentrationen.  Absolutes Integral von HB (in beliebiger Einheit, b.E.) gegen die Reaktionszeit (in s). 

 

Interessanterweise wurde bei den Kinetikmessungen kein wesentlicher Unterschied zwischen 

den Katalysatorkonzentrationen 0,45 mM und 1,8 mM festgestellt in Bezug auf die 

Reaktionszeit bei maximalem Signal, welche in beiden Fällen 38 s betrug. Tatsächlich ist das 

maximale Integral bei 0,45 mM sogar höher als bei 1,8 mM. Erst bei einer Konzentration von 

3,6 mM an Katalysator verschiebt sich das Maximum der Signalverstärkung an den Anfang der 

Messung zu 20 s, wobei das tatsächliche Maximum an dieser Stelle möglicherweise schon 

überschritten wurde, da das erhaltene Integral immer noch geringer war, als das bei 0,45 mM 

und 38 s.  

Die ähnliche Signalverstärkung bei 3,6 mM und 1,8 mM zu den unterschiedlichen Zeitpunkten 

20 s und 40 s deckt sich mit den Beobachtungen aus den PHIP-Experimenten mit jeweils 20  s 

und 25 s. Dass in der Kinetik das Maximum bei 1,8 mM erst bei 40 s und im PHIP-Experiment 

schon bei 25 s erreicht wurde, liegt vermutlich an der h öheren Menge an pH2 im PHIP-

Experiment, welche zudem über die ganze Reaktionszeit eingebracht wird, während bei der 

Kinetik nur eine kurze 15 s lange Durchmischung mit pH2 stattfindet.  

Auch das spätere Maximum der Verstärkung bei 40 s mit 0,45 mM Kat. stimmt mit den PHIP-

Experimenten überein. Dass die Verstärkung für die Kinetik bei 1 ,8 mM schwächer ausfällt als 

bei 0,45 mM widerspricht jedoch der Erwartung und auch der Beobachtung aus den PHIP-

Experimenten. Möglicherweise kam es während der Kinetikmessung bei 1,8 mM zu Problemen 

bei der Durchmischung von Parawasserstoffgas mit der Reaktionslösung, was zu geringeren 

Reaktionsumsatz und Signalverstärkung geführt haben könnte. Eine mögliche Ursache für 

Unterschiede in der Durchmischung wäre beispielsweise die unterschiedliche Länge der 

Proberöhrchen, die sich je nach Charge um bis zu 0,5 mm unterscheiden können. Hierdurch 

taucht die Kapillare zum Einbringen von pH2 unterschiedlich weit in die Lösung ein, was zu 

unterschiedlichen Mischungsverhalten führen kann. 

Trotz der im Vergleich zu den vorherigen Octreotidvarianten geringeren Verstärkungsfaktoren 

von bis zu 116, entsprechend einer Polarisation von 0,46 %, bedeutet dies in der Praxis immer 

noch einen theoretischen Zeitersparnisfaktor von über 13000. Zudem muss für den 
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interkalierenden Marker E keine Aminosäure ausgetauscht werden, was sich positiv auf die 

biologische Wirksamkeit auswirken könnte. Dabei muss jedoch auch der Einfluss auf die 

Peptidgeometrie durch die verlängerte Bindung zwischen den Cystein-Resten beachtet 

werden. Der Einfluss der Marker auf die Biokompatibilität lä sst sich mit den folgenden 

Bindungsstudien genauer untersuchen. 

 

3.3. Biokompatibilität von PHIP -Markier tem Octreotid  

Der Einfluss der Modifikationen an  Octreotid auf dessen Interaktion mit  

Somatostatinrezeptoren in l ebenden Zellen wurde über Bindungsstudien an verschiedenen 

menschlichen Zelllin ien (A549 und HEK293) untersucht. Zur Detektion von gebundenem 

Octreotid und dessen Derivaten an der Zelloberfläche mussten weitere Modifikationen zum 

Anbinden des Fluorophors TAMRA (5/6 -Carboxytetramethylrhodamin) am N-Terminus 

vorgenommen werden. Damit der Fluorophor nicht mit dem Bindungsmotif von Octreotid  

interagiert , wurde ein 4,7,10-Trioxa-1,13-tridecandiaminsuccinat (TTDS) Linker zwischen 

dem N-Terminus des Peptids und dem N-Hydroxysuccinimid (NHS)-aktiv ierten Fluorophor  

eingebaut. Sowohl der Linker als auch der Fluorophor wurden mittels manueller  SPPS an das 

jeweilige Peptid gekoppelt. (Abbildung 42).  

 

Abbildung 42: Allgemeine Struktur von Octreotid , welches über einen Linker (grün) mit dem Farbstoff TAMRA (rot) 

markiert  wurde. Der Linker wurde am N-Terminus des Peptids gekoppelt, um mögliche Einflüsse von TAMRA auf 

das Bindungsmotif des Peptids (blau) zu minimieren. [61] 

 

Im Vergleich zum nichtmodifizierten  Octreotid zeigten die untersuchten Derivate praktisch 

keinen Einfluss der Modifikationen auf das Bindungsverhalten (Abbildung 43). Die Allyl -

Varianten F1AllAc und F3AllAc sind hierbei besonders von Bedeutung, da sie die aktive Form 

der Verbindungen nach erfolgter Hydrierung und Hyperpolarisation darstellen. Es konnte 

gezeigt werden, dass diese mit gleicher Affinität an den Zelloberflächen binden  wie alle 

anderen Varianten.[61]   

Die F1-Varianten mit Propargylrest zeigen eine leicht höhere Bindungsstärke als die F3-

Varianten. Dies könnte darauf zurückzuführen sein, dass die F1-Position weiter vom 

Bindungsmotif Trp4-Lys5 entfernt liegt und  somit für weniger Störungen bei der Interaktion 

mit den SSTRs führt . Allerdings sind die Unterschiede zu den anderen Varianten nicht sehr 

groß in Bezug auf die Streuung der gemessenen Fluoreszenz. Die Variante F3AllAc zeigt im 

Gegenzug eine höhere durchschnittliche Fluoreszenz als F1AllAc bei der höchsten 

Konzentration. Auch zwischen den Alkohol- und Carboxyl-C-Termini konnte kein signifikanter 
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Unterschied festgestellt werden. Bei den Konzentrationen unter 10 µg/ml verhalten sich alle 

Varianten sehr ähnlich. Um eine unspezifische Wechselwirkung des Farbstoffs mit den 

Zelloberflächen auszuschließen, wurden Experimente ausschließlich mit TAMRA als 

Negativprobe durchgeführt. TAMRA zeigte eine etwa um den Faktor zwei verminderte 

Bindungsstärke im Vergleich zu dem Konjugat aus TAMRA-Linker-Octreotid, womit eine 

spezifi sche Bindung des Peptids an die SSTRs auf der Zelloberfläche bestätigt wurde 

(Abbildung 44).[61]  

 

Abbildung 43: Fluoreszenz der TAMRA-konjugierten Octreotid varianten gebunden an a) A549-Zellen und b) 

HEK293-Zellen gegen die Konzentration während der Inkubation.  [61] 

 

 

Abbildung 44: Fluoreszenz von TAMRA-konjugiertem Octreotid im Vergleich zu reinem TAMRA gebunden an a) 

A549-Zellen und b) HEK293-Zellen gegen die Konzentration während der Inkubation.  [61] 

 

Die Variante von Octreotid mit interkalierendem PHIP-Marker wurde ebenfalls mittels eines 

Linkers am N-Terminus mit TAMRA markiert und deren Bindung an A549 und HEK293 Zellen 

mit flu oreszenzmarkiertem Octreotid verglichen (Abbildung 45). Interessanterweise zeigt 1-E 

bei höheren Konzentrationen über 10 µM eine stärkere Fluoreszenz als 1 ohne PHIP-Marker. 

Dies würde bedeuten, dass der PHIP-Marker die Bindung von Octreotid an der Zelloberfläche 

sogar verbessert. Die Interkalation des PHIP-Markers sorgt für eine Verlängerung der Disulfid-

Brücke und führt somit zu einem höheren Abstand zwischen den beiden Hälften des 

Peptidrückgrads. Möglicherweise sorgt diese veränderte Geometrie des Peptids für eine 

stärkere Interaktion der Seitenketten mit den SSTRs auf der Zelloberfläche. 
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Abbildung 45: Fluoreszenz von TAMRA-konjugiertem Octreotid  mit interkalierendem PHIP-Marker (1-E, rot) im 

Vergleich zu Octreotid ohne PHIP-Marker (1, blau) an a) A549-Zellen und b) HEK293-Zellen gegen die 

Konzentration während der Inkubation.  

 

3.4. Signalverstärkung an PHIP-markiertem MCoTI 

Mit dem Ziel, das Anwendungsspektrum von PHIP auf größere Peptide und Proteine zu 

erweitern, wurde das Miniprotein MCoTI für die Verstärkung mittels PHIP untersucht. In 

diesem Kapitel wird zunächst der Einbau des PHIP-Markers A an unterschiedlichen Positionen 

in der Sequenz von MCoTI diskutiert. Der Einfluss dieser Modifikationen auf die biologische 

Aktivität gegenüber dem Verdauungsenzym Trypsin wird im Anschluss geklärt. Es werden die 

erhaltenen Verstärkungen für die unterschiedlichen Varianten sowie der Einfluss 

unterschiedlicher Lösungsmittelzusammensetzungen verglichen und diskutiert. Es wird eine 

Methode vorgestellt, in welcher PHIP zum Nachweis der biologischen Aktivität durch Bindung 

des markierten Peptids an ein Zielmolekül dient. 

 

3.4.1. Einbau von Propargyltyrosin in MCoTI  

Für die Untersuchung von MCoTI-II ( MP: Miniprotein ) wurde der PHIP-Marker A verwendet. 

Im Gegensatz zu Octreotid weist die Sequenz von MP nur eine Position mit einer strukturell 

ähnlichen Aminosäure auf, genauer ein Tyrosin an Position 27 (Y27). Es bietet sich also an, 

Y27 mit A zu ersetzen, um einen minimalen Einfluss auf die Struktur und Funktion 

auszuüben. Die Bezeichnung dieser Variante lautet MP-27P (27: Position des Markers, P: 

Propargyltyrosin).  

Die verwendete Sequenz von MP mit 29 Aminosäuren ist wesentlich länger als diejenige von 

Octreotid und durch die Cystin-Knoten-Struktur bilden sich mehrere Loops zwischen den 

Cystein-Resten mit jeweils bis zu sechs Aminosäuren. Das Tyrosin Y27 befindet sich dabei im 

Loop nahe dem C-Terminus. Zum Vergleich sollten daher auch noch andere Positionen in 

anderen Loops mit einem Marker versehen werden (Abbildung 46 a). 
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Abbildung 46: a) Strukturen von MCoTI-Varianten mit Propargyltyrosin (cyan) als PHIP-Marker, modeliert nach [165]. 

b) Trypsin im modellierten Komplex mit MCoTI entsprechend [166] und dem hydrierten PHIP-Marker Allyltyrosin an 

allen drei modifizierten Stellen. Der Marker an der Position 5 kollidiert mit Trypsin, sodass eine Bindung der MP-5-

Varianten unwahrscheinlich erscheint. Die Marker an Positionen 1 und 27 stehen einer Bindung an Trypsin 

hingegen nicht im Weg. 

 

Da der erste Marker nahe dem C-Terminus liegt, bietet sich als weitere Position zur 

Markierung der N-Terminus an. Hierbei wird Glycin (G1) durch A ersetzt. Diese Variante 

wurde MP-1P genannt. Ein möglicher Vorteil dieser Position ist ihre Exponiertheit gegenüber 

dem Hydrierungskatalysator und somit eine möglicherweise höhere Reaktivität während der 

Hydrierungsreaktion. Aus synthetischer Sicht bietet dies auch den Vorteil, dass die gesamte 

Sequenz an einem Stück im Synthesizer hergestellt werden kann und nur der letzte Schritt, 

die Kopplung des Markers, manuell erfolgt. Zudem befindet sich der Marker hier in der Nähe 

des Inhibitorloops, welcher für die Bindung von MCoTI an Trypsin verantwortlich ist. Ein 

möglicher Einfluss der Wechselwirkung von MCoTI mit Trypsin auf die PHIP-Verstärkung 

wäre somit an dieser Stelle messbar. 

Gleiches gilt für die dritte Variante , in welcher Lysin (K5) durch Propargyltyrosin ersetzt 

wurde, welches sich innerhalb des Inhibitor-loops als ersten Loop vom N-Terminus aus 

befindet. Folglich wird diese Variante als MP-5P bezeichnet. Dieser Loop enthält noch zwei 

weitere Lysinreste (K8 und K9) und bildet die bevorzugte Bindungsstelle an Trypsin, das 

Zielenzym von MCoTI (Abbildung 46 b). Hier war es von Interesse, zu erfahren, inwiefern die 

Bindungsaffinität des modifizierten MCoTIs durch den Austausch beeinflusst wird, ob eine 

Bindung überhaupt möglich ist und ob im Fall einer Bindung noch eine Hyperpolarisation des 

Markers möglich ist. Gleiches gilt für den Marker an Position 1, welcher immer noch nahe an 

der Bindungsstelle liegt. Denkbar wäre, dass durch die Bindung an Trypsin die Marker 

unzugänglich für den Hydrierungskatalysator werden. Sollte hingegen eine Hydrierung und 

Hyperpolarisation möglich sein, wäre möglicherweise die Beobachtung eines 

Polarisationstransfers auf Trypsin von Interesse.  

Für den Einbau wurde das Miniprotein bis zur entsprechenden Position in einem 

automatisierten Peptidsynthesizer hergestellt. Der Marker wurde manuell als Fmoc-

Propargyltyrosin gekoppelt. Anschließend wurde der Rest des Proteins im Synthesizer 

vervollständigt (außer bei MP-1P). Neben den Varianten mit A wurden auch die 

entsprechenden Allylvarianten unter Verwendung von Fmoc-Allyltyrosin hergestellt u nd zum 

Vergleich herangezogen. Diese werden entsprechen mit den Bezeichnungen MP-xA versehen, 
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wobei x für die jeweilige Position des Markers (1, 5, 27) steht. Auf die Bezeichnungen aller 

Varianten folgen jeweils noch die Indizes ox für das gefaltete Miniprotein mit oxidierten 

Disulfidbrücken, oder red für das reduzierte, lineare Miniprotein ohne Disulfidbrücken.  

 

3.5. Biokompatibilität von PHIP -Markiertem MCoTI  

Der Einfluss der PHIP-Marker auf die Faltung der Peptide und deren biologische Aktivität 

wurde über ein Bioassay ermittelt. Die Cystin-Knoten-Peptide aus M. cochinchinensis besitzen 

eine inhibierende Wirkung gegen Trypsin, welche mit der korrekten Faltung des Peptids 

einhergeht.[30]  Daher wurden durch Beobachtung des proteolytischen Abbaus des 

chromophoren Substrats Boc-QAR-pNA (tert-Butyloxycarbonyl-Glutamyl-Alanyl-Arginyl -para-

Nitroanilin) durch Rinder-Trypsin in Gegenwart der Miniproteine kinetische Profile 

aufgenommen (Abbildung 47). Aus diesen ließen sich die apparenten Inhibitionskonstanten 

Ki
app berechnen (Tabelle 7). Die höchste inhibierende Aktivität gegen Trypsin wurde für die 

Variante MP-27Aox festgestellt. 

 

Abbildung 47: Geschwindigkeit des Abbaus von Boc-QAR-pNA durch Rinder-Trypsin in Gegenwart der Miniproteine 

gegen deren Konzentration zur Bestimmung der Inhibitionskonstanten K i. 

 

Mit Werten für K i
app von 2,5 nM bzw. 7,7 nM für die propargyl - bzw. allyl -markierten 

Varianten MP-27Pox/A ox liegt deren Inhibierung in guter Übereinstimmung mit der einer 

unmarkierten, offenkettigen MCoTI -II-Variante, welche laut Literatur ein K i
app von 0,3 nM 

aufweist. [151]  

Dagegen weisen beide MP-5P-Varianten, deren PHIP-Marker innerhalb vom Inhibitior -Loops 

liegen, keine messbare Aktivität gegen Trypsin auf. Dies liegt am Fehlen einer basischen 

Aminosäure auf der P1-Position, welche für die Bindung an Trypsin essenziell ist.[31]  Die 

Varianten, bei denen der PHIP-Marker am N-terminus eingefügt wurde (MP-1Pox/A ox), zeigten 

eine Inhibition von Trypsin in zwei - bis dreistelliger nanomolarer Größenordnung. Dies 

bestätigt, dass dieser große, hydrophobe Substituent des PHIP-Labels die Bioaktivität auch 

dann beeinflusst, wenn er nicht direkt im Inhibitor -Loop, sondern in der Nähe dazu platziert 

wird.   
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Tabelle 7: Ki-Werte für verschiedene synthetische Varianten des Miniproteins MCoTI mit PHIP-Marker aus dem 

Inhibitionsassay gegen Trypsin. 

Synthetisiertes 

Miniprotein  

MP-1Pox MP-1Aox MP-5Pox MP-5Aox MP-27Pox MP-27Aox 

Ki [nM]  60,6 302,5 - - 7,7 2,5 

 

3.6. Signalverstärkung an PHIP-markiertem MCoTI  mit Propargyltyrosin  

MCoTI weist eine komplexere Tertiärstruktur auf als kleine Peptide wie Octrotid. Die Wahl 

des Lösungsmittels kann somit einen Einfluss auf die Struktur und das Reaktionsverhalten des 

markierten Peptids haben. Natürlicherweise ist Wasser das Lösungsmittel, in dem Peptide und 

Proteine ihre natürliche Form und eine hohe Löslichkeit aufweisen. Deuteriertes Methanol 

(MeOD d4) als Lösungsmittel ist  polar genug um sowohl Peptide als auch Miniprotein e zu 

lösen, kann jedoch durch seine geringere Polarität die Struktur größerer Proteine 

beeinflussen. Die Faltung der oxidierten Form von MCoTI wird durch das organische 

Lösungsmittel  nicht beeinträchtigt, da dessen Struktur durch das ineinandergreifende Cystin-

Knotenmotiv stabilisiert wird . [167]  Für die späteren Experimente in Verbindung mit  Trypsin 

war pures Methanol als Lösungsmittel ungeeignet, da Trypsin seine Funktion in wässrigen 

Lösungen nur bis zu einem Anteil von 70 % Methanol beibehält. [168]  Stattdessen wurden 

Mischungen aus bis zu 40 % D2O und MeOD-d4 verwendet, wobei Trypsin zunächst in reinem 

D2O gelöst und anschließend mit der  Katalysatorlösung vermischt wurde.  

Es wurden verschiedene Bedingungen mit unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen und 

Reaktionszeiten untersucht, um die höchstmögliche Signalverstärkung zu erreichen. Die 

Peptidkonzentration wurde auf 0,5 mM festgelegt, wobei die Katalysatorkonzentration 0,45, 

0,9 oder 1,8 mM betrug. Die Reaktionszeit variierte zwischen 10 und 25 Sekunden. Für die 

optimale Reaktionszeit müssen auch hier die T1-Zeiten berücksichtigt werden, mit denen die 

hyperpolarisierten Reaktionsprodukte wieder in das thermische Gleichgewicht relaxieren. Die 

T1-Zeiten für die Allylprotonen des hydrierten Produkts wurden über inversion-recovery-

Experimente bestimmt und sind in Tabelle 8 zusammengefasst. 

Tabelle 8: T1-Zeiten bei 11,7 T für die Allyl-Protonen des hydrierten Produkts von PHIP-markiertem MCoTI. 

T1 [s] von HC, 6,05 ppm  HA, 5,40 ppm HB, 5,25 ppm 

MP-1Aox 3,32  ±  0,42 2,26  ±  0,14 3,16  ±  0,26 

MP-5Aox 2,72  ±  0,36 2,48  ±  0,22 2,21  ±  0,15 

MP-5Ared 3,57  ±  0,55 2,52  ±  0,13 2,74  ±  0,12 

MP-27Aox 3,74  ±  0,39 2,89  ±  0,14 2,96  ±  0,19 

 

HB und HC bezeichnen auch hier die Protonen, welche während der Hydrierungsreaktion 

(vergl. Abbildung 25) hinzugefügt wurden. Generell weist HC die längste T1-Zeit in all en 

Varianten auf; jedoch verliert es aufgrund des komplizierten Multiplet tsignals und der 

Überschneidung von Antiphasen-PHIP-Signalen oft an Signalintensität. HA zeigt aufgrund von 
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Kreuzrelaxation mit den hyperpolarisierten Protonen HB und HC eine schwache 

Hyperpolarisation. [107]  Daher werden hier hauptsächlich die Verstärkungsfaktoren für HB 

diskutiert  (Tabelle 9), da diese im Allgemeinen die höchsten Signalverstärkungen in den 

PHIP-Experimenten aufwiesen. Trotz der zuvor genannten Problematik mit überlappenden 

Antiphasensignalen zeigte HC in manchen Fällen eine höhere Verstärkung als HB (Tabelle 9). 

In diesen Fällen scheint die wesentlich längere T1-Zeit von HC im Vergleich zu HB den 

möglichen Verlust an Signalintensität durch die Überschneidungen der Signale wieder 

auszugleichen. 

Abbildung 48 zeigt die typische Abfolge von Spektren für eine PHIP-Messung. Das thermische 

Spektrum vor der Hydrierung zeigt in diesem Fall bereits Hintergrundsignale an der 

erwarteten Stelle für die Produktsignale bei 5,2 und 5,4 ppm, welche in einem einzelnen Scan 

für das PHIP-Spektrum jedoch noch nicht zu erkennen sind (Abbildung 48b). Im thermischen 

Spektrum nach der Hydrierungsreaktion sind die Produktsignale und die Hintergrundsignale 

mit leichten Überschneidungen zu erkennen (Abbildung 48c). Um einen Wert für die 

Verstärkung ʀ zu bestimmen, wurde ein thermi sches Spektrum von purem MP-27Aox bei 

gleicher Konzentration aufgenommen (Abbildung 48d), in welchem die Allylsignale deutlicher 

zu erkennen sind. 

 

Abbildung 48: Spektren von MP-27Pox bei a) thermischer Polarisation (TP) vor der Hydrierung, b) nach 

20 Sekunden Hydrierungsreaktion mit Parawasserstoff und c) nach der Hydrierungsreaktion im thermischen 

Gleichgewicht. Darunter d) das Spektrum von MP-27Aox bei gleicher Konzentration von 0,5 mMol und thermischer 

Polarisation. Inserts zeigen vergrößert den Bereich von 6,5 bis 5,0 ppm, in dem die Allylsignale des hydrierten 

Reaktionsprodukts während und nach PHIP erscheinen. Da diese in c) teilweise mit anderen Signalen aus der 

Reaktionsmischung überlappen, wurden die Integrale aus d) für die Bestimmung der Signalverstärkung 

herangezogen. Die gepunkteten Linien markieren die Position der Allylsignale in den Inserts. 
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Das höchste ʀ für die gefalteten Miniprotein e mit  476,6 für HB und sogar 498,6 für HC wurde 

mit der Variante MP-5Pox bei 4,5 Äquivalenten an Katalysator bei einer sehr kurzen 

Reaktionszeit von 10 s erzielt. Zu beachten ist, dass die Peptidkonzentration bei diesem 

Ansatz reduziert wurde,  um das höhere Katalysator/Peptid-Verhältnis zu erhalten. Das gleiche 

Verhältnis wurde später für die Experimente in 20 % D2O angewendet. Ansonsten wurde 

üblicherweise die Konzentration von 0,5 mM an Peptid verwendet. MP-5Pox zeigt auch hier 

ein höheres ʀ von 194,9 bei der mittleren  Katalysatorkonzentration (1,8 Äquivalente) als alle 

anderen Varianten bei der gleichen Katalysatorkonzentration. Die höhere Reaktivität  von MP-

5Pox könnte durch eine bessere Zugänglichkeit der nach außen ragenden P1-Position im 

Bindungs-Loop für den Katalysator begründet werden. Jedoch kommt diese Modifi kation mit 

einer Einschränkung der Bioaktivit ät einher (Abschnitt 3.5). 

Im Allgemeinen bestätigt sich der Trend, dass eine höhere Katalysatorkonzentration für eine 

schnellere Reaktion und somit höhere Verstärkungsfaktoren bei kürzeren Reaktionszeiten 

sorgt. Für die Varianten MP-5Pox und MP-1Pox ist dies der Fall, für MP-27ox jedoch nur zum 

Teil. Die Hydrierung von MP-1Pox resultierte in einer maximalen Verstärkung von ʀ =  201,4 

bei 3,8 Äquivalenten an Katalysator und 15 s Reaktionszeit. Für MP-27Pox wurde das 

Maximum von ʀ =  131,1 für HB schon bei der mittleren Konzentration, 1 ,5 Äquivalente 

Katalysator und 20 s Reaktionszeit erreicht. Bei der höchsten Katalysatorkonzentration war 

die Verstärkung auf HB geringer als bei mittlerer Konzentration. Stattdessen wurde für Proton 

HC eine höhere Signalverstärkung als für HB von 184,9 nach 20 s Reaktionszeit erreicht. 

Tabelle 9: Maximale Signalverstärkungsfaktoren ʀ für die unterschiedlichen PHIP-markierten MCoTI-Varianten bei 

verschiedenen Katalysatorkonzentrationen und Reaktionszeiten. 

MCoTI-
Variante 

ʀ HB, 
5,25 ppm 

ʀ HC, 
6,05 ppm 

Reaktionszeit, 
s 

Katalysatorkonz., 
mMol 

Peptidkonz., 
mMol 

Ṗ-1Pox 33,9  25 0,45 0,5 

 110,1  20 0,9 0,5 

 201,4  15 1,9 0,5 

Ṗ-5Pox 476,6 498,6 10 1,0 0,22 
 194,9  20 0,9 0,5 

Ṗ-5Pred 704,0 963,6 20 0,9 0,5 

Ṗ-27Pox 75,6  25 0,45 0,5 
 131,1  20 0,9 0,5 

 89,6 184,9 20 1,8 0,5 

 

Um zu verstehen, wie sich die Faltung des Miniproteins auf die PHIP-Reaktion auswirkt , 

wurden die Verstärkungen des gefalteten MP-5Pox und des ungefalteten, linearen MP-5Pred 

verglichen. Letzteres zeigte eine um bis zu 2 bis 5-fach höhere Signalverstärkung als die 

gefaltete Variante, was als Indikator für eine bessere Zugänglichkeit des PHIP-Markers für den 

verwendeten Katalysator spricht. Ein möglicher Grund ist die höhere Flexibilität des 

Peptidrückgrads. Auch für die Variante MP-5Pred wurde der höchste Wert für ʀ für das Signal 

von HC (963,6) erhalten. Wie auch bei MP-27Pox scheint hier die wesentlich längere T1-Zeit 

von HC gegenüber HB eine Rolle zu spielen. Dagegen wurden für MP-1Pox sehr ähnliche T1-

Zeiten für HC und HB beobachtet.  
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3.6.1. PHIP zur Untersuchung der  Enzym-Inhibitor -Intera ktion  

Eines der großen Ziele dieser Arbeit war es, herauszufinden, ob der hyperpolarisierte Inhibitor 

für  Bindungsstudien mit seinem natürl ichen Zielenzym Trypsin verwendet werden kann. Wie 

zuvor in Kapitel 3.5 gezeigt, weisen die Varianten MP-27 und MP-1 ein enges 

Bindungsverhalten gegenüber Trypsin auf, während MP-5 nicht binden konnte.  

Damit Trypsin für die PHIP-Experimente in Lösung ging, musste dieses zuerst in purem D2O 

gelöst werden. Anschließend wurde es mit  der jeweiligen Inhibitor MP-Variante und dem 

Katalysator in MeOD-d4 gemischt. 40 % D2O in MeOD-d4 waren für die gewählte 

Peptidkonzentration von 0,5 mM die geeignetste Lösungsmittel zusammensetzung. Die PHIP-

Reaktionskineti k wurde bis zum vollständigen Umsatz des Substrats aufgenommen. 

Zum Vergleich wurden die MP-Varianten im wässrigen Lösungsmittel ohne Zugabe von 

Trypsin untersucht, um den Lösungsmitteleinfluss auf die Reaktion zu bestimmen. Die daraus 

resultierenden Auftragungen der Signalintensit ät von HB gegen die Reaktionszeit in 40 % D2O 

sind in Abbildung 49 dargestellt. Ohne Trypsin zeigte die Variante MP-5Pox die schnellste 

Reaktion mit einer  maximalen Signalintensität des PHIP-Signals (HB) nach den ersten 20 s der 

Reaktionszeit. Die Varianten MP-1Pox und MP-27Pox reagierten langsamer, mit Maxima nach 

jeweils etwa 40 s. Beim Vergleich der Signalverstärkungen in reinem Methanol und der in 

40 % D2O/ Methanol-Mischung bei gleicher Katalysatorkonzentration ( Tabelle 9 & Tabelle 10) 

zeigen MP-1Pox und MP-5Pox geringere Verstärkungsfaktoren in der wässrigen Lösung. Dies 

könnte auf eine höhere Viskosität der wässrigen Lösung zurückzuführen sein, welche das 

Mischungsverhalten des Wasserstoffgases mit der Lösung beeinträchtigt und die Reaktion 

somit verlangsamt. Interessanterweise weist MP-27Pox dagegen eine erhöhte 

Signalverstärkung in der wässrigen Lösung auf, was auf eine verbesserte Zugänglichkeit des 

PHIP-Markers für den Katalysator in dem polareren Lösungsmittel hindeute t. Möglicherweise 

ändert sich die Konformation des Aminosäurerestes durch die höhere Polarität der Lösung, 

wodurch wiederum eine schnellere Reaktion trotz der erhöhten Viskosität stattfindet . 

 

Abbildung 49: Kinetiken der Hydrierungsreaktionen von PHIP-Markierten MCoTI-Varianten in 40 % D2O/MeOD-d4 

ohne Trypsin (cyan) und mit Trypsin (rot). 

 

Tabelle 10: Maximale Signalverstärkungen für HB für die drei PHIP-markierten MCoTI-Varianten während der 

Kinetik-Messungen in 40 % und 20 % D2O in MeOD-d4 mit und ohne Zugabe von Trypsin (reaktionszeiten in 

Klammern). 

Probe 

0,5 mM MP + 1 ,8 mM Katalysator + 
40 % D2O 

0,22 mM MP + 1  mM Katalysator + 
20 % D2O 

Ohne Trypsin 0,5 mM Trypsin Ohne Trypsin 0,22 mM Trypsin 
Ṗ-1Pox 104,8 (39 s) 14,4 (60 s) 28,2 (44 s) 11,9 (32 s) 
Ṗ-5Pox 122,1 (18 s) 18,5 (40 s) 306,9 (29 s) 66,1 (29 s) 
Ṗ-27Pox 221,5 (39 s) 14,7 (60 s) 136,5 (20 s) 65,6 (32 s) 
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Nach der Zugabe von Trypsin zeigen die Kinetikkurven in Abbildung 49 eine starke Reduktion 

der Signalintensitäten um etwa eine Größenordnung. Dies könnte entweder auf die 

Interaktion des Miniprotein s mit Trypsin oder auf eine zusätzliche Zunahme der Viskosität 

durch Zugabe von Trypsin zurückzuführen sein. Die Signalverstärkung von MP-5Pox mit 

Trypsin in 40 % D2O war hierbei etwas höher als bei den beiden anderen Varianten (Tabelle 

10). Dies könnte durch die fehlende Inhibi toraktivit ät der MP-5-Varianten erklärt werden, da 

ohne die Bindung an Trypsin der PHIP-Marker im Vergleich zu den an Trypsin gebundenen 

Varianten eine höhere Zugänglichkeit für den Katalysator aufweist.  

Die beobachtete Reduktion der Signalverstärkung nach Zugabe von Trypsin ist entweder auf 

eine Erhöhung der Viskosität oder auf einen spezifischen Effekt der Bindungsaktivität 

zurückzuführen. Zur Unterscheidung wurden Messungen mit geringeren Konzentrationen von 

0,22 mM für sowohl das Peptid als auch Trypsin durchgeführt. Die Menge an D2O, die für das 

Lösen von Trypsin notwendig war, konnte hierfür auf einen Anteil von 20 % reduziert 

werden. Beide Änderungen führen somit zu einer deutlichen Verringerung der Viskosität der 

Proben im Vergleich zu den höheren Konzentrationen. Die Katalysatorkonzentration wurde 

entsprechend auf 1 mM gesenkt, die Reaktionszeit auf 5 s und die Verzögerung bis zur 

Aufnahme des FID auf 2 s. Die Ergebnisse sind in Abbildung 50 und Tabelle 10 dargestellt. 

 

Abbildung 50: Kinetiken der Hydrierungsreaktionen von PHIP-Markierten MCoTI-Varianten in 20 % D2O/MeOD-d4 

und niedrigeren Peptidkonzentrationen ohne Trypsin (cyan) und mit Trypsin (rot). 

 

Unter den niedriger konzentrierten Proben ohne Trypsin zeigte MP-27ox eine schnellere 

Reaktion als MP-5ox, jedoch weist letztere Variante immer noch eine höheres Maximum der 

Signalverstärkung ohne Trypsin auf (Tabelle 10). Es ist nicht ganz klar, warum MP-1Pox bei 

der niedrigeren Konzentration ohne Trypsin eine so niedrige Verstärkung aufweist, welche 

nur noch etwa einem Drittel bis Viertel der vorherigen Verstärkung entspricht. Die Ergebnisse 

waren jedoch reproduzierbar. 

Die Zugabe von Trypsin resultierte erneut in einer reduzierten PHIP-Intensität. In dieser 

Zusammensetzung war die Reduktion jedoch weniger prominent als bei den höheren 

Konzentrationen von Trypsin und 40 % D2O. Die erhaltenen Signalverstärkungen für MP-27ox 

und MP-5ox in Gegenwart von Trypsin waren entsprechend mit 65,6 und 66,1 sehr ähnlich. 

Dies ist etwa 3- bis 4-mal höher als in der vorherigen Probenzusammensetzung. Dies deutet 

darauf hin, dass die Reduktion der PHIP-Intensität bei den hohen Konzentrationen auf die 

Änderung der Viskosität durch die Zugabe von Trypsin hin erfolgte. 

Bemerkenswert ist, dass MP-5Pox und MP-1Pox eine deutliche Tendenz zu höheren 

Verstärkungsfaktoren mit höherem Methanol- bzw. niedrigerem D2O-Anteil  aufweisen. Für 
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MP-27Pox ist die Situation genau umgekehrt mit höheren Verstärkungsfaktoren bei 

steigendem D2O-Anteil  im Lösungsmittel.  Die hohe Ähnlichkeit der MP-27-Varianten zum 

natürlichen Miniprotein ohne Marker führt womöglich zu einer natürlicheren Konfiguration 

der Seitenketten in polareren Lösungsmitteln , welche wiederum für die Hydrierung von 

Vorteil zu sein scheint. 

MP-1Pox zeigte bei der niedrigeren Konzentration nach Zugabe von Trypsin überhaupt kein 

PHIP-Signal mehr. Die Intensität der PHIP-Signale war schon ohne Trypsin gering. Nach 

Trypsinzugabe fand praktisch keine Reaktion mehr am Miniprotein statt. Dies deutet darauf 

hin, dass hier tatsächlich die Bindung des Inhibitors an Trypsin beobachtet werden konnte. 

Sowohl MP-5ox als auch MP-27ox zeigten eine deutliche Reaktion mit Parawasserstoff auch 

nach Zugabe von Trypsin, was auf einen guten Zugang des Katalysators zum PHIP-Marker 

hindeutet. MP-5ox bindet aufgrund des fehlenden P1 Lysins an der Bindungsstelle nicht an 

Trypsin, was genügend Platz für die Bindung des Katalysators an das Miniprotein lässt. Bei 

der Variante MP-27ox ist der Marker weit von der Bindungsstelle von Trypsin entfernt . Somit 

ist dieser nicht sterisch durch Trypsin gehindert und für den Katalysator zugänglich. Dagegen 

befindet sich der Propargylrest an Position 1 in MP-1ox sehr nahe an der Bindungsstelle von 

Trypsin und kann so nach erfolgter Bindung von Trypsin verdeckt werden. Deshalb kann diese 

Variante keine PHIP-Aktiv ität zeigen, wenn der Inhibitor an sein Ziel bindet. Entsprechend 

wurde nach Trypsinzugabe kein Reaktionsprodukt beobachtet, was in dem flachen 

Reaktionsprofil in Abbildung 50 a) resultierte. 
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3.7. Zusammenfassung und Ausblick  

In dieser Arbeit wurden modifizierte Peptide und Miniproteine auf ihre Eignung für PHIP -

Experimente getestet. Dazu wurden modifizierte Varianten der untersuchten Moleküle 

Octreotid (1) bzw. Octreotat ( 2) und MCoTI ( MP) über SPPS synthetisiert und der PHIP-

Marker Propargyltyrosin (A) an unterschiedlichen Positionen in deren Struktur eingebaut. 

Experimente mit monomerem A erzielten sehr hohe Verstärkungsfaktoren bis zu 6241 für 

Protonen. Für die T1 Zeit von Protonen nach Einbau in Octreotid wurde ein Maximalwert von 

3.6 s ermittelt. Höhere T 1-Zeiten und damit längere und höhere Signalverstärkungen wären 

durch einen Wechsel des untersuchten Kerns auf 13C möglich. Für eine erste Abschätzung des 

erzielbaren Effekts durch 13C-Markierung wurden Hochfeld 13C-T1 Relaxationszeiten von 

Monomer B bei 11,7 T gemessen. Hierbei wurden T1-Zeiten von 3 bis 7 s für die Allyl gruppe 

und 12 bis 18 s für die quartären Kohlenstoffe beobachtet. Der Wechsel des beobachteten 

Kerns kann im Vergleich zu Protonen eine Verdreifachung des Anwendungsfensters erzielen. 

Ein erster Versuch für die Synthese von PHIP-markierten Aminosäuren mit Esthern der 

Propiolsäure, mit dem Ziel der 13C-Markierung am quartären Carbonyl-Kohlenstoff, wurde 

bereits in dieser Arbeit gezeigt und könnte in Zukunft weiterverfolgt werden. 

Weitere Verbesserungen für die Relaxationszeit können durch teilweise Deuterierung der 

Seitenketten erzielt werden, beispielsweise durch Ersetzten der Protonen nahe der hydrierten 

Bindung und der quartären Kohlenstoffe mit Deuterium [169]  oder durch selektives 

Doppelmarkierung am Phenylring, um langlebige Spin-Zustände zu erzeugen.[170]  

 

3.7.1. PHIP an Octreotid 

Es konnte gezeigt werden, dass PHIP an Derivaten von Octreotid möglich ist und dabei sehr 

hohe Verstärkungsfaktoren von bis zu 2000 möglich sind, was einer Polarisation von 8% 

entspricht. Dabei zeigen die Varianten mit A an der Position F1 die höchsten ʀ, da hier 

anscheinend der Katalysator den günstigsten Zugang zum PHIP-Marker besitzt, was die 

Hydrierungsreaktion begünstigt. Dagegen wird der Marker in der F3-Position sowie zwischen 

den Cystein-Seitenketten vermutlich von benachbarten Aminosäureseitenketten verdeckt, was 

den Zugang für den Katalysator erschwert und langsamere Reaktionen zufolge hat. 

Die T1-Zeiten der hyperpolarisierten Protonen bei der verwendeten Magnetfeldstärke von 

11,7 T liegen im Bereich von 3 bis 4 s, was zu einer schnellen Relaxation des 

hyperpolarisierten Zustandes führt. Dies limitiert die erreichbare Signalverstärkung innerhalb 

einer bestimmten Reaktionszeit und schränkt das Zeitfenster für die Detektion der 

hyperpolarisierten Signale ein. Ein effektiver Weg, das Anwendungszeitfenster zu vergrößern, 

wäre die Anreicherung der Verbindung nahe der hydrierten Bindung mit Kernen wie 13C oder 
15N, welche eine längere T1-Zeit besitzen.[169,171]  Die Hyperpolarisation könnte direkt nach 

ihrer Erzeugung über Pulssequenzen wie PH-INEPT oder ESOTHERIC, oder durch Variation 

der magnetischen Feldstärke auf diese Kerne übertragen werden.[171,172]   

Mit der maximalen Protonenpolarisation für Octreotid  von bis zu 16 % bei hohem Feld 

(11,7 T) wurd e mit dieser Arbeit die Grundlage für weitergehende Experimente gelegt, mit 

dem Ziel, hohe Kohlenstoffpolarisationen zu erhalten. In nachfolgenden Arbeiten könnte das 

Potential von Hyperpolarisation in niedrigem Magnetfeld bei 1 ,5 T, ähnlich dem derzeitigen 
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Stand von MRT-Scannern, untersucht werden. Hier wäre aufgrund der niedrigeren 

thermischen Polarisation eine noch höhere Verstärkung zu erwarten.  

Aufgrund der geringen Lebensdauer der Hyperpolarisation auf Protonen sind mit den hier 

gezeigten Methoden lediglich sehr kurze Experimente (Vergleichbar mit der T1-Zeit) möglich. 

Die momentan erreichten T1-Zeiten für die Octreotidderivate ermöglichen Anwendungen von 

PHIP-markiertem Octreotid für mechanistische und kinetische Studien der Bindung von 

Somatostatin oder dessen Analoga an SSTRs auf Zellkulturen oder Tiermodellen in vitro , 

jedoch nicht an Menschen oder großen Tieren in vivo. Die Unterscheidung von gebundenen 

oder nicht-gebundenen Zuständen im Spektrum des hyperpolarisierten Octreotids und dem 

freien, gelösten Zustand kann entweder durch Beobachtung der chemischen Verschiebung 

oder der Signalform erreicht werden, da die Linienbreite für gebundene Spezies verglichen 

zum ungebundenem Zustand üblicherweise stark zunimmt.[173] [174] [175]  

Um die Hyperpolarisation auch für klinische Anwendungen wie Tumordiagnose im MRT-

Scanner nutzbar zu machen, wird eine substanzielle Verlängerung der Relaxationszeit 

benötigt, was über die Anwendung von langlebigen Spin-Zuständen in Kohlenstoffspins 

möglich wäre. Dies könnte neue Möglichkeiten eröffnen, die Kinetik der Verteilung von 

Octreotid in Tumorgeweben bei lokaler Gabe, beispielsweise als Injektion, zu untersuchen. 

 

3.7.2. PHIP an MCoTI 

In dieser Arbeit wurde zudem erfolgreich PHIP an Molekülen von biologischer Relevanz 

durchgeführt, welche über kleine Moleküle und Peptide hinausgehen. Mit drei  Disulfid -

Brücken stellen die untersuchten Knoten-Miniproteine  eine weitere erhöhte Stufe an 

struktureller Komplexität dar. Die synthetische Zugänglichkeit der PHIP-markierten Cystin-

Knoten-Miniproteine mit dem PHIP-Marker A auf Basis von Trypsininhibitoren aus 

M. cochinchinensis konnte demonstriert werden. 

Der PHIP-Marker wurde an drei unterschiedlichen Stellen im Peptid eingebaut: N-terminal , 

C-terminal  und an der P1-Position des Inhibitor -Loops, welche für die biologische Aktivität bei 

dieser Klasse von Inhibitoren von Bedeutung ist. Die zwei Varianten MP-1ox mit  

N-terminalem Label und MP-27ox, in welcher ein natives Tyrosin durch das Label ersetzt 

wurde, zeigten eine Bindungsaffinität zu Trypsin im ni edrigen nanomolaren Bereich. Die 

dritte Variante  MP-5ox, in der das Label ein Lysin an der P1-Position ersetzt, zeigte wie 

erwartet keine Bindungsaffinit ät. 

Alle drei Varianten wiesen hohe Reaktivitäten in den PHIP-Experimenten im organischen 

Lösungsmittel  MeOD-d4 auf. Dabei wurden Signalverstärkungen ʀ von bis zu 964 für die 

reduzierte, ungefaltete Variante MP-5Pred und 498,6 für das gefaltete Miniprotein  MP-5Pox 

erhalten. Die Reaktion in Lösungsmittelgemischen aus MeOD-d4 mit  D2O führten zu 

maximalen ʀ von 221,5 (MP 27Pox) und 306,9 (MP 5Pox) in 40  % und 20 % D2O. Das am 

stärksten bioaktive MP-27Pox, welches sich vom ursprünglichen Vorläufer oMCoTI lediglich 

durch das Vorhandensein einer Dreifachbindung in der Seitenkette von Tyrosin 27 

unterscheidet, bevorzugte offensichtlich eine polarere Lösungsmittelumgebung, da die 

erhaltenen Verstärkungsfaktoren in 40 % D2O noch höher waren als in 20 % D2O oder reinem 

Methanol. Die MP-5Pox-Variante erzeugte die höchsten Verstärkungen in reinem Methanol 
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und 20 % D2O aufgrund der stärker hervorstehenden Seitenkette des PHIP-Markers, wodurch 

eine schnellere Reaktion gewährleistet wurde. 

PHIP-Experimente in Gegenwart von Trypsin zeigten eine Reduktion der Signalverstärkung 

um etwa eine Größenordnung, vermutlich  aufgrund einer langsameren Hydrierungsreaktion. 

Hierbei wurden ʀ-Werte im Bereich von 10 bis 70 erreicht, was einer Verkürzung der Messzeit 

um einen Faktor von 100-5000 entspricht. 

Die beobachtete Reduktion der Signalverstärkung nach Zugabe des Enzyms wird 

hauptsächlich durch die hohe Empfindlichkeit der PHIP-Reaktion gegen Änderungen der 

Viskosität der Probe hervorgerufen, was durch Experimente bei unterschiedlichen 

Lösungsmittelzusammensetzungen und Peptidkonzentrationen gezeigt werden konnte. Des 

Weiteren maskiert eine unspezifische Interaktion von Trypsin mit dem Miniprotein en sowie 

dem Katalysator möglicherweise einen Effekt durch spezifische Bindungsinteraktionen 

zwischen Trypsin und dem Miniprotein. Trotz dieser Einschränkung weist das vollständige 

Ausbleiben einer PHIP-Reaktion für die Variante MP-1Pox bei niedrigen Konzentrationen mit 

Trypsin auf eine Bindung zwischen dem Miniprotein und dem Enzym hin, welches durch die 

Bindung den Zugang des Katalysators zum PHIP-Marker unterbind et. 

Zusammenfassend könnte dieser Ansatz für die Untersuchung von chemischen 

Veränderungen komplexer peptidischer Biomoleküle angewendet werden und Einblicke in 

deren Bioaktiviti äten gewähren. Auch sind weitere Entwicklungen von natürlicheren Wegen, 

mit Hydrierungskatalysatoren in wässrigen Lösungen zu arbeiten, denkbar, um auf lange 

Sicht die Lücke zu medizinischen Anwendungen zu schließen. Mit dieser Methode können 

biologische Reaktionen zwischen Proteasen oder anderen Enzymen und deren jeweiligen 

Inhibitoren untersucht werden, um die Entwicklung von Medikamenten zu unterstützen . 
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4. Experimentalteil  

 

4.1. Generelles 

4.1.1. Chemikalien 

Die Fmoc-geschützten Aminosäuren, 2-Chlorotritylchlorid -(2-CTC-)Harze und 

Ethylcyano(Hydroxyamino)Acetat (Oxyma Pure® ) wurden von  der Iris Biotech GmbH 

erworben. Acetylchlorid, Dichlormethan (DCM), Diethylether, Methyl -tert-Butylether (MTBE), 

Triisopropylsilan (TIPS) und [1,4 -bis-(Diphenylphosphino) -Butan] -(1,5-Cyclooctadien)-

Rhodium(I) Tetrafluoroborat ([Rh(dppb)(COD)]BF 4) wurden b ei Sigma Aldrich erworben. 

Isobutylchloroformiat und N-Methylmorpholin (NMM) wurden bei Acros Organics erworben. 

Piperidin, NaOH, NH3 Lösung (30-33%), N,N-Dimethylformamid (DMF) , 1-

[bis(Dimethylamino)Methylen] -1H-1,2,3-Triazolo[4 ,5-b]pyridinium  3-oxid 

Hexadjsmpmnfmqnf_r &F?RS'* Bggqmnpmnwjcrfwj_kgl &BGC?'* ?lgqmj* L*L^-

Diisopropylcarbodiimid (DIC), Tetrahydrofuran (THF), Diethylether, Trifluoressigsäure (TFA), 

Essigsäure, Silicagel 60 und H2O2 (35%) wurden von Carl Roth GmbH + Co. KG erworben. 

 

4.1.2. Reversed Phase High Performance Liquid Chromatography (RP-HPLC) 

Die Umkehrphasen-Hochleistungsflüssigchromatographie zu analytischen Zwecken wurde mit 

einem Waters HPLC Aufbau bestehend aus einem Waters Alliance e2695 und ausgestattet mit 

einem Waters 2998 PDA-Detektor durchgeführt. Die Wellenlänge zur Detektion wurde je nach 

Analyten zwischen 214, 254, 280 und 301 nm gewählt. Das Eluentensystem für die HPLC 

besteht aus Eluent A (0,1 % aq. TFA) und Eluent B (99,9 % Acetonitril und 0 ,1 % TFA). Wenn 

nicht anders angegeben wurde für die analytische HPLC eine Flussrate von 1 ml/min mit 

einem Gradienten von 20 % bis 80 % Eluent B über 20 Minuten eingestellt. Für die Analyse 

wurde eine Nucleosil 100-5 C18 Säule von Macherey-Nagel (5 µm, 100 Å) eingesetzt. Die 

präparative Isolation von Peptiden wurde mit einer Knauer Multokrom -RP18 Säule 

20*250  mm (5  µm, 100 Å) und einer Flussrate von 9 ml/min und isokratischer Elution bei 

40 % ACN in 0,1 % wässriger TFA Lösung über eine Dauer von 60 Minuten durchgeführt. 

 

4.1.3. Electrosprayionisations  Massenspektrometrie (ESI-MS) 

Die hochauflösende Elektrospray Massenspektroskopie für Octreotid und dessen Derivate 

wurde durch die Massenspektrometrie Abteilung der TU Darmstadt an einem Bruker Impact II 

Massenspektrometer durchgeführt. 

Für MCoTI und dessen Derivate wurden Routine-ESI-MS-Spektren an einem Shimadzu LCMS-

2020, ausgestattet mit einer Synergy 4u Fusion-RP 80 Säule (C-18, 250 x 4,6 mm, 2 Ęm, 80 

Å), aufgenommen. Hochaufgelöste ESI-HRMS-Spektren wurden an einem maXis (ESI-QTOF-

MS) oder einem micrOTOF (ESI-TOF-MS mit HPLC (Agilent 1200 series)) Gerät von Bruker 

Daltonik GmbH (Billerica, MA, USA) aufgenommen. 
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4.1.4. Flash-Chromatographie  

Die Flash-Chromatographie wurde mit einem Büchi Pure C815 Flash Gerät unter Verwendung 

von Hexan (A) und Ethylacetat (B) als Eluenten und einer Büchi FlashPure Select 12 g Silica 

15 µm Säule durchgeführt. Das Rohprodukt wurde mittels solid loading auf Silica Gel beladen. 

Dazu wurde das Substrat in DCM gelöst, mit Silicagel 60 vermischt und das Lösungsmittel 

unter vermindertem Druck verdampft (Rotationsverdampfer).  

 

4.2. Synthese von Fmoc-Tyr(Propiol) -OH 

Die Synthese erfolgte nach Chen et al. [176] . Für die Synthese von Fmoc-Tyr(Propiol) -OH 

wurden 324 mg (0,70 mmol, 1,1 Äq.) Fmoc-Tyr-OtBu mit 39,6 µl (0,64 mmol, 1 Äq.) 

Propiolsäure in 3 ml DCM gelöst und in einem Eisbad gekühlt. 139,8 mg (0,64 mmol, 1 Äq.) 

DCC wurden in 3 ml DCM gelöst und in einen Tropftrichter überführt. Von einer 

Stammlösung aus 9,3 mg DMAP in 1014 µl DCM wurden 8 µl (0,6  µmol, 0,001 Äq.) zu der 

DCC Lösung gegeben. Das DCC und DMAP wurde über 45 Minuten zu der gekühlten Lösung 

aus Fmoc-Tyr-OtBu und Propiolsäure getropft, sodass die Temperatur bei 1-5 °C lag. 

Anschließend wurde die Mischung über Nacht bei Raumtemperatur gerührt. 

Das Rohprodukt wurde am nächsten Tag mit 0,5 M HCl gewaschen, gefolgt von Konz. 

NaHCO3 und konz. NaCl (aq.) und anschließend über NaSO4 getrocknet. Das Lösungsmittel 

wurde am Rotationsverdampfer entfernt, wobei ein gelber Feststoff zurückblieb. Dieser wurde 

in 20 % Ethylacetat und Hexan gelöst und mittels Flash-Chromatographie gereinigt.  

Zur Abspaltung der tBu-Schutzgruppe wurde das Zwischenprodukt in 200 µl DCM gelöst und 

unter Kühlung im Eisbad mit 2 ml 95 % TFA (aq.) versetzt. Nach dem Rühren für 1,5 h 

wurden die Lösungsmittel im Rotationsverdampfer entfernt. Der feste Rückstand wurde 

erneut in DCM gelöst und dreimal mit entmineralisiertem Wasser sowie einmal mit konz. 

NaCl (aq.) gewaschen und über NaSO4 getrocknet. Nach erneuter Aufreinigung mittels Flash-

Chromatographie und Eindampfen im Rotationsverdampfer wurden 171,2 mg eines 

gelblichen Öls erhalten, die im Kühlschrank zu einem weißen Feststoff kristallisierten. Für die 

Analyse mittels HPLC wurde ein Gradient von 70 % bis 95 % Eluent B über 16 Minuten 

eingestellt. Dabei wurde die Reinheit zu 88,6 % bestimmt. 

Ausbeute:  54 %; RP-HPLC: tR = 7,5 min. HRMS (ESI):  m/z theo. für C 27H21NO6: 456,14 
[M+H] + ; gefunden: 456,14, theo. 473,17 [M+ NH4] + ; gefunden: 473,17, theo. 
478,13 [M+Na] + ; gefunden: 478,13. 
 

4.3. Synthese von Fmoc-Thr(tBu)-ol 

Fmoc-Thr(tBu) -ol wurde durch die Reduktion von Threonin Fmoc-Thr(tBu) -OH mittels NaBH4 

in einem organisch/wässrigen Medium nach Rodriguez et al. [177]  dargestellt. Zu einer Lösung 

von Fmoc-Thr(tBu) -OH (1,5 g, 3,77 mmol) in THF (15  ml), gekühlt in einem Eis-Salz-Bad, 

wurde N-Methylmorpholin (420  µl, 3,78 mmol) und Isobutylchloroformiat (490  µl, 

3,77 mmol) nacheinander zugegeben. Nach einer Minute wurde eine Lösung aus 

Natriumborhydrid (580  mg, 15,33 mmol) in Wasser (2,1 ml) auf einmal zugegeben unter 

starker Gasentwicklung, gefolgt von 200 ml Wasser nach 30 Sekunden. Die trübe Suspension 

wurde mit DCM zweimal extrahiert . Die Phasenseparierung wurde durch Zentrifugation 

unterstützt. Die organische Phase wurde gesammelt und im Rotationsverdampfer eingeengt 
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(40 °C, 450 mbar), wobei ein klares, viskoses Rohprodukt zurückblieb (1,47 g beim ersten und 

1,67 g bei einem zweiten Ansatz). Der erste Ansatz wurde ohne weitere Behandlung für die 

Synthese eingesetzt. 

Der zweite Ansatz wurde mittels Flash-Chromatographie aufgereinigt (1 Minute bei 8  % B in 

92 % A gefolgt von einem Gradienten über 16 Minuten auf 100  % B, tR = 8 bis 12 minuten). 

Die Fraktionen mit dem Produkt wurden vereinigt und eingeengt. Ein klares, viskoses Produkt 

wurde erhalten (1 ,26 mg, 3,27 mmol)  

Ausbeute:  87 %; RP-HPLC: tR = 19 ,6 min. HRMS (ESI):  m/z theo. für C 23H29NO4: 384,22 
[M+H] + ; gefunden: 384,22, theo. 328,12 [M+H -(tBu)] + ; gefunden: 328,15. 
 

4.4. Manuelle Synthese von Octreotid und Derivaten zur Untersuchung mit PHIP  

4.4.1. Apparatur und Materialien  

Die manuelle Synthese der Peptide erfolgte durch Fmoc-SPPS nach Merrifield [113]  unter 

Verwendung des säurelabilen 2-CTC-Harzes. Alle Operationen wurden in einer 

Polypropylenspritze mit einer Polyethylenfritte CEL-053, -1016 und -2020 von Roland Vetter 

Laborbedarf OHG durchgeführt. Lösungsmittel und gelöste Reagenzien wurden durch 

Ansaugen oder Ausdrücken des Spritzenkolbens hinzugefügt oder entfernt. Die 

Durchmischung während der Reaktion erfolgte durch stetiges Schütteln.  

 

4.4.2. Vorbereitung und Reaktivi erung des Harzes 

Das 2-CTC-Harz wird für die Immobilisierung des Peptids während der SPPS verwendet. 

Durch Luftfeuchtigkeit kann das Harz während der Lagerung an Aktivität einbüßen. Daher 

kann eine Reaktivierung nach der Prozedur von García-Martín et al. [178]  von Vorteil sein. 

Für die Reaktivierung wird das 2-CTC-Hatz zunächst über Nacht getrocknet um die 

Restfeuchtigkeit zu entfernen. Anschließend werden 10 vol-% Acetylchlorid in DCM 

zugegeben, für eine Stunde geschüttelt und anschließend je dreimal mit DCM und DMF 

gewaschen. 

Für die Aktivierung des Harzes werden 0,5 ml DIEA in 3,5 ml DMF zugegeben und für 

30 Minuten geschüttelt, wobei sich das Harz von Gelb zu tief Rot färbt. Nach Entfernung der 

Lösung wird das Harz noch dreimal mit DMF gewaschen.  

 

4.4.3. Kopplung von Fmoc-Thr(tBu)-OH an das 2-CTC-Harz 

Fmoc-Thr(tBu) -OH (2 Äq., 0,4 M) gelöst in DMF wurden an das 2-CTC Harz gekoppelt mit 

DIEA (4 Äq.) als Base. Die Mischung wurde für etwa 30 Minuten geschüttelt. Die Lösung 

wurde entfernt und das Harz viermal mit DMF gewaschen. Dieser Kopplungsschritt mit 

anschließendem Waschschritt wurde ein zweites Mal wiederholt. Die Fmoc-Gruppe wurde mit 

20 vol.-% Piperidin in DMF abgespalten (1x5 min, 1×15 min) und das Harz wurde 6 -mal mit  

DMF gewaschen. Die überstehende Lösung aus der Fmoc-Abspaltung wurde gesammelt und 

mit  20 vol.-% Piperidine in DMF auf 20 ml in einem Messkolben aufgefüllt. Eine 

Verdünnungsreihe (10-, 100-, 1000-fach) wurde in dreifacher Ausführung angesetzt und die 
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Absorption bei 301 nm in einem UV/Vis Spektrometer gemessen, um die Beladung des Harzes 

zu ermitteln . Abhängig von der Konzentration des abgespaltenen Fmocs wurden entweder die 

100-fach oder die 1000-fach verdünnten Proben gemessen. 

 

4.4.4. Kopplung von Fmoc-Thr(tBu)-ol an das 2-CTC-Harz 

a) 

Nach einer Vorschrift von Wenschuh et al. [179]  zur Kopplung von Aminoalkoholen an 2-CTC-

Harz wurden 1,4 g Fmoc-Thr(tBu) -ol aus 4.3 (3,8 mmol, 3,25 Äq. Ansatz 1), und 614 Ęj

Pyridin (7 ,6 mmol) in 9  ml DCM gelöst, zu 0,8 g 2-CTC-Harz (1,46 mmol/g, 1 ,17 mmol) 

gegeben und für etwa 72 h bei Raumtemperatur geschüttelt. Anschließend wurde die Lösung 

entfernt und das Harz dreimal mit  DCM gewaschen. Die Fmoc-Gruppe wurde mit 20  % 

Piperidin in DMF abgespalten und das Harz 6-mal mit  DMF gewaschen. Die Beladung wurde 

UV/Vis-spektroskopisch bestimmt. 

b) 

556 mg Fmoc-Thr(tBu) -ol (1 ,45 mmol, 2,48 Äq.) aus 4.3 (Ansatz 2), wurde in 4 ml DCM 

gelöst und an 0,4 g 2-CTC-Harz (1,46 mmol/g, 0 ,58 mmol) unter Verwendung von 0,57 ml 

DIEA (3,28 mmol, 5,6 Äq.) als Base gekoppelt. Die Mischung wurde für etwa 72 Stunden 

geschüttelt. Anschließend wurde die Lösung entfernt und das Harz dreimal mit DCM 

gewaschen. Die Fmoc-Gruppe wurde mit 20  % Piperidin in DMF entfernt und die Beladung 

bestimmt. 

 

4.4.5. Generelle Vorschrift zur Kopplung von weiteren Aminosäuren  

Fmoc-Cys(Trp)-OH wurde gekoppelt unter Verwendung von 2 Äq. der Fmoc-geschützten 

Aminosäure, 2,2 Äq. DIC und 2,2 Äq. OxymaPure® in DMF. Alle anderen Aminosäuren 

wurden unter Verwendung von 2 Äq. der jeweiligen Fmoc-geschützten Aminosäure, 2 Äq. 

HATU und 4 Äq. DIEA in DMF gekoppelt. Das Reaktionsgefäß wurde für eine halbe Stunde bei 

Raumtemperatur geschüttelt. Alle Aminosäuren wurden mittels Zweifachkopplung 

angebunden, anschließend wurde die Fmoc-Gruppe mit 20 vol.-% Piperidin in DMF gespalten 

(1×5 min, 1×15 min) und das Harz wurde 6 -mal mit DMF gewaschen. 

 

4.4.6. Kopplung des TTDS Spacers 

Die Kopplung des TTDS-Spacers erfolgte auf die gleiche Weise wie bei allen anderen 

Aminosäuren (2 Äq. +2  Äq. HATU +4  Äq. DIEA).  

 

4.4.7. Kopplung von TAMRA  

Für die Kopplung des Farbstoffes wurde TAMRA-NHS verwendet. Die Reaktion erfolgte 

ähnlich der Kopplung der Aminosäuren unter Verwendung von 4 Äq. DIEA als Base aber ohne 

Aktivierungsreagenz. Es wurde nur ein einzelner Kopplungsschritt durchgeführt. Nach 
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Entfernen der Lösung wurde das harz solange mit DMF gewaschen, bis die überstehende 

Lösung keine Färbung mehr aufwies.  

 

4.4.8. Abspaltung der Peptidkette vom Harz und anderer Schutzgruppen  

Die Abspaltung des Peptids von der getrockneten festen Phase und die Abspaltung der 

Seitenkettenschutzgruppen erfolgte durch saure Abspaltung mittels einer Spaltlösung aus 

TFA/TIPS/Anisol/H 2O (47:1:1:1, v:v:v:v). Die Reaktionsmischung wurde für 1 -2 Stunden bei 

Raumtemperatur geschüttelt, anschließend gefiltert und das Peptid in kaltem MTBE gefällt. 

Der Niederschlag wurde Abzentrifugiert und mit MTBE und Diethylether gewaschen.  

 

4.4.9. Zyklisierung von Octreotid  durch Disulfidbrückenbindung  

Die Zyklisierung erfolgte durch Disulfidbrückenbildung nach einer Vorschrift von Sidorova et 

al. [180]  Das lineare Peptid wurde in Methanol gelöst (0,3 mg/ml ) und der pH-Wert mit  stark 

verdünnter Ammoniaklösung auf 6,5 bis 8,0 eingestellt. Dann wurden 2,7 Äq. 

Wasserstoffperoxid hinzugefügt. Die Reaktion wurde über Nacht unter Rühren bei 

Raumtemperatur durchgeführt und durch Zugabe von wenigen Tropfen Essigsäure (99,5 %) 

gestoppt. Die Lösungsmittel wurden am Rotationsverdampfer entfernt, das feste Produkt in 

50 % ACN/H2O (v/v) gelöst und lyophilisiert. Die Zyklisierung wurde durch RP-HPLC und ESI-

MS überprüft. 

 

4.5. Detaillierte Synthesen von Octreotid und dessen Derivate  

4.5.1. Synthese von Fmoc-Trp-Lys-Thr-Cys-Thr-OH 

Für die Vorstufen der Säurevarianten (2 A1 und 2 A3) wurden 1,04 g (max. Beladung: 

1,46 mmol/g, 1 ,52 mmol) 2 -CTC-Harz nach der Vorschrift 4.4.2 für 2  h Reaktiviert. Das Harz 

wurde mit Fmoc-Thr(tBu) -OH beladen entsprechend Abschnitt 4.4.3. (Beladung: 1,45 mmol). 

Die Aminosäuren Cystein, Threonin, Lysin und Tryptophan wurden entsprechend 4.4.5 

gekoppelt. 2,84 g des beladenen Harzes wurden erhalten und für die Synthese verschiedener 

Varianten aufgeteilt. 

 

4.5.2. Synthese von OctF3PrgAc (2-A3) 

0,96 g (0,49 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.1 wurden mit den Aminosäuren 

Propargyltyrosin, Cystein und D-Phenylalanin entsprechend 4.4.5. gekoppelt, wobei 1,43 g 

beladenes Harz erhalten wurden. 0,51 g (0,175 mmol) wurden für die Abspaltung mit TFA 

nach Vorschrift 4.4.8 verwendet. 206 mg (0,189 mmol) rohes lineares Peptid wurden 

erhalten.  

RP-HPLC: tR =  10,6 min. 

HRMS (ESI): m/z calc. für C52H68N10O12S2: 1089,45 [M+H] + ; gefunden =  1089,45, 545,23 

[M+2H] 2+ ; gefunden =  545,23. 
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54,5 mg (0,050 mmol) wurden für Zyklis ierungstestreaktionen ähnlich zu 4.4.9 verwendet, 

aber mit variierten Peptidkonzentrationen oder Wasser als Lösungsmittel , wobei 35,1 mg 

(0,032 mmol, 64 % Zykli sierungsausbeute) des zyklischen Peptids erhalten wurden. Zudem 

wurden 109 mg (0,1 mmol) des linearen Peptids in einem zweiten Ansatz nach 4.4.9 zyklisiert 

mit einer Ausbeute von 92,4 mg (0,085 mmol, 85 % Zyklisierungsausbeute). Die Fraktionen 

des zyklischen Peptids wurden vereinigt zu einer Gesamtausbeute von 127 mg (0,117 mmol).  

RP-HPLC: tR = 10 ,0 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H66N10O12S2: 1087,44 [M+H] + ; 

gefunden = 1087 ,44, 544,22 [M+2H] 2+ ; gefunden = 544 ,22. 

 

4.5.3. Synthese von OctF1PrgAc (2-A1) 

1,89 g (0,965 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.1 wurden mit den Aminosäuren 

Phenylalanin und Cystein gekoppelt wobei 2,34 g beladenes Harz erhalten wurden. 1,17 g 

(0,483 mmol) von diesem beladenen Harz wurden mit Propargyltyrosin entsprechend 4.4.5 

gekoppelt mit einer Ausbeute von 1,34 g an beladenem Harz. 0,52 g (0,187 mmol) wurden für 

die Abspaltung mit TFA nach Vorschrift 4.4.8 verwendet. 197,5 mg (0,181 mmol, 97 % 

Abspaltausbeute) lineares Peptid wurden erhalten.  

RP-HPLC: tR = 10 ,5 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H68N10O12S2: 1089,45 [M+H] + ; 

gefunden = 1089 ,45, 545,23 [M+2H] 2+ ; gefunden = 545 ,23. 

94,5 mg (0,087 mmol) des linearen Peptids wurden zyklisiert nach 4.4.9 mit einer Ausbeute 

von 76,7 mg (0,071 mmol, 82 % Zyklisierungsausbeute) zyklisiertes Peptid. 

RP-HPLC: tR = 11 ,0 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H66N10O12S2: 1087,44 [M+H] + ; 

gefunden = 1087 ,43, 544,22 [M+2H] 2+ ; gefunden = 544 ,22. 

 

4.5.4. Synthese von Fmoc-Trp-Lys-Thr-Cys-Thr-OH für die  Variant en 2-B1 und 2-B3 

0,3 g 2-CTC-Harz (1,46 mmol/g, 0 ,44 mmol) wurden nach der Vorschrift 4.4.2 voraktiviert 

und mit Fmoc-Thr(tBu) -OH in einer einzelenen Kopplungsreaktion über 1 h beladen 

(Beladung: 1,36 mmol/g, 0 ,408 mmol). Die Aminosäuren Cystein, Threonin, Lysin und 

Tryptophan wurden entsprechend 4.4.5 gekoppelt. 0,82 g beladenes harz wurden erhalten 

und für die folgenden Synthesen aufgeteilt. 

 

4.5.5. Synthese von OctF3AllylAc (2 B3) 

0,41 g (0,204 mmol) beladenes Harz aus 4.5.4 wurden mit  Propargyltyrosin, Cystein und 

D-Phenylalanin entsprechend 4.4.5 gekoppelt mit einer Ausbeute von 0,47 g beladenem Harz. 

238 mg (0,103 mmol) dieses Harzes wurden für die Kopplung mit dem Farbstoff verwendet 

(4.6.3). Der Rest (234 mg, 0,102 mmol) wurde mit TFA entsprechend 4.4.8 gespalten mit 

einer Ausbeute von 97,1 mg (0,089 mmol) an linearem Peptid. 

RP-HPLC: tR =11 ,2 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H70N10O12S2: 1091,47 [M+H] + ; 

gefunden = 1091 ,47, 546,24 [M+2H] 2+ ; gefunden = 546 ,24. 
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Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 90,8 mg (0,083 mmol) zyklisiertes Peptid 

erhalten. 

RP-HPLC: tR = 10 ,4 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H68N10O12S2: 1089,45 [M+H] + ; 

gefunden = 1089 ,45, 545,23 [M+2H] 2+ ; gefunden = 545 ,23. 

 

4.5.6. Synthese von OctF1AllylAc (2 B1) 

0,4 g (0,199 mmol) beladenes harz aus 4.5.4 wurden mit  Phenylalanin, Cystein und 

Propargyltyrosin entsprechend 4.4.5 gekoppelt mit einer Ausbeute von 0,46 g beladenem 

Harz. 234 mg (0,101 mmol) dieses Harzes wurden für die Kopplung mit dem Farbstoff 

verwendet (4.6.4). Der Rest (227 mg, 0,098 mmol) wurde mit TFA entsprechend 4.4.8 

gespalten mit einer Ausbeute von 91,6 mg (0,084 mmol) an linearem Peptid. 

RP-HPLC: tR = 11 ,0 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H70N10O12S2: 1091,47 [M+H] + ; 

gefunden = 1091 ,47, 546,24 [M+2H] 2+ ; gefunden = 546 ,24. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 98,4 mg (0,090 mmol)  zyklisiertes Peptid 

erhalten. 

RP-HPLC: tR = 11 ,6 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H68N10O12S2: 1089,45 [M+H] + ; 

gefunden = 1089 ,45, 545,23 [M+2H] 2+ ; gefunden = 545 ,23. 

 

4.5.7. Synthese von OctF1PrgAlc (1 A1) 

Für die Synthese von OctF1PrgAlc wurden 0,8 g 2-CTC-Harz (max. Beladung: 1,46 mmol/g, 

1,17 mmol) In eine Spritze mit Polyethylenfritte eingewogen. 1,4 g (3,8 mmol, 3,25 Äq.) 

Fmoc-Thr(tBu) -ol wurden entsprechend 4.4.4 a) gekoppelt. Nach der Abspaltung der Fmoc-

Schutzgruppe wurde die erste Beladung mittels UV/Vis-Spektroskopie zu 0,29 mmol/g 

(0,23 mmol, Ausbeute: 19,7 %) bestimmt. 

Die Kopplung der Fmoc-geschützten Aminosäuren Thr, Cys, Thr, Lys, Trp, Tyr(Prg), Cys und 

D-Phe wurde entsprechend 4.4.5 durchgeführt. Nach Abspaltung des Peptids vom Harz nach 

4.4.8 wurde eine Rohausbeute von 238,2 mg (0,22 mmol, 95,7 % Kopplungsausbeute, 18,8 % 

Gesamtausbeute) an linearem Peptid erhalten. 

RP-HPLC: tR = 22 ,9 min, Gradient von 0 % bis 50 % Acetonitril über 25 min in 0 ,1 % 

wässrigem TFA bei einer Flussrate von 1 ml/min. HRMS (ESI): m/z calc . für C52H70N10O11S2: 

1075,47 [M+H] + ; gefunden = 1075 ,48, 538,24 [M+2H] 2+ ; gefunden = 538 ,24. 

136,7 mg (0,127 mmol) des rohen linearen OctF1PrgAlc wurden entsprechend 4.4.9 

zyklisiert . 112,1 mg (0,104 mmol) des zyklisierten OctF1PrgAlc wurden erhalten (82,0 % 

Zyklisierungsausbeute, 8,9 % Gesamtausbeute). 

RP-HPLC: tR = 23 ,3 min, Gradient von 0 % bis 50 % Acetonitril über 25 min in 0 ,1 % 

wässrigem TFA bei einer Flussrate von 1 ml/min. HRMS (ESI): m/z calc . für C52H68N10O11S2: 

1073,46 [M+H] + ; gefunden = 1073 ,46, 537,23 [M+2H]2 + ; gefunden = 537 ,23. 

 



 

Seite 78 

4.5.8. Synthese von OctF3PrgAlc (1 A3) 

Für die Synthese von 1-A3 wurden 0,4 g 2-CTC-Harz (max. Beladung: 1,46 mmol/g, 0 ,584 

mmol) nach der Vorschrift 4.4.2 voraktiviert . 0,556 g (1,45 mmol, 2,5 Äq.) Fmoc-Thr(tBu) -ol 

wurden entsprechend 4.4.4 b) gekoppelt. Nach der Abspaltung der Fmoc-Schutzgruppe wurde 

die erste Beladung mittels UV/Vis-Spektroskopie zu 0,95 mmol/g (0 ,38 mmol, Ausbeute: 

65,1 %) bestimmt. 

Die Kopplung der Fmoc-geschützten Aminosäuren Thr, Cys, Thr, Lys, Trp, Phe, Cys and 

Propargyltyrosin wurde entsprechend 4.4.5 durchgeführt. Nach Abspaltung des Peptids vom 

Harz nach 4.4.8 wurde eine Rohausbeute von 361,1 mg (0,34 mmol, 89,5 % 

Kopplungsausbeute, 58,2 % Gesamtausbeute) an linearem Peptid erhalten. 

Die kompletten 361,1 mg (0,34 mmol) des rohen linearen OctF3PrgAlc wurden entsprechend 

4.4.9 zyklisiert . 337,5 mg (0,31 mmol) des zyklisierten OctF3PrgAlc wurden erhalten (91,1 % 

Zyklisierungsausbeute, 53,1 % Gesamtausbeute). 

RP-HPLC: tR = 9 ,5 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C52H68N10O11S2: 1073,46 [M+H] + ; 

gefunden = 1073 ,46, 537,23 [M+2H] 2+ ; gefunden = 537 ,23. 

 

4.6. Synthese von TAMRA-Markiertem Octreotid und Derivaten  

4.6.1. Synthese von OctF3PrgAc-TAMRA 

73,1 mg (0,025 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.2 wurden mit dem TTDS Spacer nach 

4.4.6 gekoppelt und mit  TAMRA-NHS nach 4.4.7. Nach Abspaltung mit TFA entsprechend 

4.4.8 wurden 40,7 mg (0,023 mmol) des linearen Peptids erhalten.  

RP-HPLC: tR = 13 ,9 min and 14,3 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O21S2: 1790,80 

[M+H] + ; gefunden = 1790 ,80. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 69,5 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 7,7 mg (4,1 Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,7 min and 14,1 min. HRMS (ESI): m/z calcd. für C91H112N14O21S2: 1787,78 

[M+H] + ; gefunden = 1787 ,78. 

4.6.2. Synthese von OctF1PrgAc-TAMRA 

71 mg (0,026 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.3 wurden mit dem TTDS Spacer nach 

4.4.6 gekoppelt und mit TAMRA-NHS nach 4.4.7. Nach Abspaltung mit TFA entsprechend 

4.4.8 wurden 38,7 mg (0,021 mmol) des linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 14 ,2 min and 14,4 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O21S2: 1804,78 

[M+H] + ; gefunden = 1804 ,77. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 81,5 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 0,4 mg (0,00 Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 
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RP-HPLC: tR = 14 ,3 min and 14,5 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H112N14O21S2: 1801,76 

[M+H] + ; gefunden = 1801 ,77. 

 

4.6.3. Synthese von OctF3AllylAc-TAMRA 

238 mg (0,103 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.5 wurden mit dem TTDS Spacer nach 

4.4.6 gekoppelt und mit TAMRA-NHS entsprechend 4.4.7. Nach Abspaltung mit TFA 

entsprechend 4.4.8 wurden 137,4 mg (0,076 mmol) des linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 14 ,4 min and 14,8 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H116N14O21S2: 1806,80 

[M+H] + ;gefunden = 1806 ,79. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 148,5 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 18,4 mg (0,01 mmol) pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 14 ,6 min and 15,0 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O21S2: 1803,78 

[M+H] + ; gefunden = 1803 ,78. 

 

4.6.4. Synthese von OctF1AllylAc-TAMRA 

234 mg (0,01 mmol) des beladenen Harzes aus 4.5.6 wurden mit dem TTDS Spacer nach 

4.4.6 gekoppelt und mit TAMRA-NHS nach 4.4.7. Nach Abspaltung mit TFA entsprechend 

4.4.8 wurden 132 mg (0,073 mmol) des linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 14 ,3 min and 14,8 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H116N14O21S2: 1806,80 

[M+H] + ; gefunden = 1806 ,80. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 285,4 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 13,4 mg (7,2 Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 14 ,1 min and 14,6 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O21S2: 1803,78 

[M+H] + ; gefunden = 1803 ,78. 

  

4.6.5. Synthese von Fmoc-Trp-Lys-Thr-Cys-Thr(ol) -2-CTC zur Kopplung mit TAMRA 

0,456 g 2-CTC-Harz (max. Beladung: 1,46 mmol/g, 0 ,666 mmol) wurden entsprechend 4.4.2 

vorbereitet und mit  Fmoc-Thr(tBu) -ol gekoppelt entsprechend 4.4.4 (erhaltene 

Anfangsbeladung: 0,378 mmol/g, 0 ,172 mmol, Ausbeute 25,8 %). Die Aminosäuren Cystein, 

Threonin, Lysin und Tryptophan wurden entsprechend 4.4.5 gekoppelt mit einer Ausbeute 

von 0,74 g beladenem Harz, welches für die nächsten Synthesen aufgeteilt wurde. 
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4.6.6. Synthese von OctF3PrgAlc-TAMRA 

0,246 g (0,057 mmol) beladenes Harz aus 4.6.5 wurden mit den Aminosäuren 

Propargyltyrosin, Cystein und D-Phenylalanin entsprechend 4.4.5 gekoppelt. Der TTDS Spacer 

wurde entsprechend 4.4.6 und TAMRA-NHS nach 4.4.7 gekoppelt. Nach Abspaltung mit TFA 

entsprechend 4.4.8 wurden 44,1 mg (0,025 mmol) des linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,9 min and 14,3 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H116N14O20S2: 1789,80 

[M+H] + ; gefunden = 1789 ,80. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 103,4 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 4,6 mg (2,4 Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,7 min and 14,1 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O20S2: 1787,78 

[M+H] + ; gefunden = 1787 ,78. 

 

4.6.7. Synthese von OctF1PrgAlc-TAMRA 

0,495 g (0,115 mmol) beladenes Harz aus 4.6.5 wurden mit den Aminosäuren Phenylalanin 

und Cystein entsprechend 4.4.5 gekoppelt und 0,534 g beladenes Harz erhalten. 0,39 g 

(0,084 mmol) dieses Harzes wurden für die folgende Synthese verwendet (4.6.8). Der Rest 

(0,144 g, 0,031 mmol) wurde mit  Propargyltyrosin nach 4.4.5 gekoppelt. Der TTDS Spacer 

wurde entsprechend 4.4.6 und TAMRA-NHS nach 4.4.7 gekoppelt. Nach Abspaltung mit TFA 

entsprechend 4.4.8 wurden 48,2 mg (0,027 mmol) des linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,91 min and 14,32 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H116N14O20S2: 

1790,80 [M+H] + ; gefunden = 1790 ,80. 

Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 40,0 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 7,4 mg (4,/ Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,86 min and 14,27 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C91H114N14O20S2: 

1787,78 [M+H] + ; gefunden = 1787 ,78. 

 

4.6.8. Synthese von Octreotid -TAMRA 

0,39 g (0,084 mmol) beladenes Harz aus 4.6.7 wurden mit der Aminosäure D-Phenylalanin 

entsprechend 4.4.5 gekoppelt, wobei 0,413 g beladenes harz erhalten wurden. 0,153 g (0,031 

mmol) davon wurden mit dem TTDS Spacer entsprechend 4.4.6 und TAMRA-NHS nach 4.4.7 

gekoppelt. Nach Abspaltung mit TFA entsprechend 4.4.8 wurden 49,3 mg (0,028 mmol) des 

linearen Peptids erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,6 min and 14,0 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C88H114N14O19S2: 1736,79 

[M+H] + ; gefunden = 1736 ,79. 
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Nach der Zyklisierung entsprechend 4.4.9 wurden 47,2 mg des rohen zyklischen Peptids 

erhalten. Dieses wurde in 50 % wässrigem ACN gelöst und mittels präparativer RP-HPLC 

aufgereinigt. 4,5 mg (2,3 Ękmj'pures zyklisches Peptid wurden erhalten. 

RP-HPLC: tR = 13 ,4 min and 13,8 min. HRMS (ESI): m/z calc. für C88H112N14O19S2: 1733,77 

[M+H] + ; gefunden = 1733 ,77. 

 

4.7. Synthese von MCoTI Varianten zur Untersuchung mit PHIP 

Die Synthesen der MCoTI-Varianten erfolgte über SPPS nach Merrifield [113]  und wurden 

durch Olga Avrutina und Yuliya Miloslavina in den Laboren des Arbeitskreis Kolmar der TU 

Darmstadt durchgeführt. Hierzu wurde ein Peptidsynthesizer Liberty BlueTM eingesetzt. Die 

Kopplung des PHIP-Markers Fmoc-Tyr(Prg)-OH sowie die entsprechende Allyl-Variante Fmoc-

Tyr(All) -OH erfolgte manuell entsprechend 4.4.5. 

Die Variante MP-1A/P red/ox  mit dem Marker an Position 1 (am N-Terminus) wurde auf einem 

RAM Harz (0,35 mmol/g) mit der Sequenz ILKKCRRDSDCPGACICRGNGYCG synthetisiert 

mittels automatisierter Mikrowellenunterstützter Fmoc -SPPS (0,25 mmol Ansatz) bis zur 

Position Ile-6. Anschließend wurde das Harz in 2 Teile aufgeteilt. Ein Teil des Harzes wurde 

weiterverwendet bis die Sequenz komplett war. Der andere wurde für die Synthese einer 

weiteren Variante mit dem PHIP-Marker an Position 5 (Austausch von K5) verwendet. Die 

Beladung des Harzes wurde über die Menge an abgespaltenem Fmoc bestimmt und die 

weiteren Synthesen wurden mit einem 0,1 mmol Ansatz fortgeführt. Der N-terminale Fmoc-

geschützte Allyl -/ Propargyltyrosine Baustein wurde manuell über doppelte Kopplung 

eingebaut: für 0,1 mmol Harz, wurden 0,3 mmol Fmoc­Tyr(Allyl/Propargyl) -OH verwendet 

und zusammen mit 0,299 mmol HATU und 0,6 mmol DIEA in 2 ml DMF gelöst, für 1 h bei 

Raumtemperatur mit dem Harz geschüttelt, mit  DMF gewaschen und anschließend wurde die 

Kopplung ein zweites Mal wiederholt. Nach erfolgtem Aufbau der Sequenz, wurde das lineare 

Peptid vom getrockneten Harz gespalten unter Verwendung einer Spaltlösung aus 

TFA:Anisol:Wasser:DTT:TES (23:0,5:0,5:0,5:0,5 ; V/V/V/m/V) innerhalb von 2,5 h. 

Nach Isolation durch HPLC wurden 85 mg des linearen Peptids oxidativ  gefaltet in einer 

sogenannten ´k_ega kgvrspc§(siehe unten) innerhalb von 48 h, wobei zwei Fraktionen von 

jeweils 15 mg des gefalteten Miniprotein s erhalten wurden. ESI-MS zeigte -6H in beiden 

Fraktionen, was auf unterschiedlich gefaltete Produkte hindeuten könnte (Abbildung 51). 

DMSO-vermitteltes Falten der linearen Vorläufer wurde in einer Mixtur mit  Trifluorethanol 

(TFE), Guanidinium -Hydrochlorid und Acetonitril in Phosphatpuffer durchgeführt. Alle drei 

Varianten des Miniproteins wiesen nach dem oxidativen Falten zwei Fraktionen nach der 

HPLC-Aufreinigung auf, mit jeweils dem gleichen m/z -Muster in den ESI-MS Spektren 

(Abbildung 51). Dieses Ergebnis könnte möglicherweise durch das Auftreten von 

unterschiedlichen Rotameren erklärt werden. 
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Abbildung 51: HPLC und HR-ESI-MS beispielhaft für MP-1Pred (A) und MP-1Pox (B, C). Die MS-Spektren zeigen 

HPLC-Präparationen bei (A) 18, (B) 14 und (C) 16 Minuten Retentionszeit (tr). 

 

Variante MP-27A/Pred/ox , mit dem Marker an Position 27 (Austausch eines natürlichen 

Tyrosins am C-Terminus), wurde auf einem RAM Harz (0,35 mmol/g) mittels automatisierter 

MW-unterstützten Fmoc-SPPS (0,25 mmol Ansatz) hergestellt. Die drei C-terminalen 

Aminosäuren wurden manuell  gekoppelt. Cystein wurde durch doppelte Kopplung bei 30 W 

und 50 °C für  10 Minuten angebunden. Arginin wurde bei Raumtemperatur gekoppelt, 

genauso wie das DSD-Motiv, um die Bildung von Aspartimiden zu vermeiden. Nach erfolgtem 

Sequenzaufbau wurde das lineare Peptid vom Harz gespalten mit der Spaltmischung aus 

TFA:Anisol:Wasser:DTT:TES (23:0,5:0,5:0,5:0,5 ; V/V/V/m/V) für  2,5 h. Nach HPLC-

Aufreinigung wurden 80 mg des linearen Peptids (etwa die Hälfte des vollständigen Ansatzes) 

oxidativ gefaltet in einer leicht modifi zierten ´k_ega kgvrspc§für  22 h, wobei 21 mg des 

gefalteten Miniprotein s erhalten wurden. Hochauflösende ESI-MS bestätigte die Bildung des 

gewünschten Disulfid -Musters. 
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Tabelle 11: Übersicht der synthetisierten Miniproteine auf Basis von MCoTI und deren massen aus ESI-MS. 

Abkürzungen: MP: Miniprotein; 1, 5 und 27: Position des PHIP-Markers; P und A: Propargyl- oder Allyl-Substituent; 

red: reduzierter linearer Vorläufer; ox: oxidiertes gefaltetes MP; K: Kalium. 

MP-Variante Molekülmasse, berechnet M/z, gemessen 

Ṗ-27Pred 3110,71 623,12 [M+5H] 5+  

778,65 [M+4H] 4+ * 

Ṗ-27Pox 3104,66 777,1080 [M+4H] 4+  

1035,8080 [M+3H] 3+  

1553,2100 [M+2H] 2+ **  

Ṗ-27Ared 3112,72 623,50 [M+5H] 5+  

779,09 [M+4H] 4+  

1038,47 [M+3H] 3+ *  

Ṗ-27Aox 3106,67 622,32 [M+5H] 5+  

777,64 [M+4H] 4+  

1036,51 [M+3H] 3+ *  

Ṗ-5Pred 3145,71 649,88 [M+2K+NH 4+H] 5+  

812,09 [M+2K+NH 4+H] 4+ * 

Ṗ-5Pox 3139,66 648,76 [M+2K+NH 4+H] 5+  

810,72 [M+2K+NH 4+H] 4+ * 

Ṗ-5Ared 3147,72 650,31 [M+2K+NH 4+H] 5+  

812,63 [M+2K+NH 4+H] 4+  

1083,13 

[M+2K+NH 4+H] 3+ *  

Ṗ-5Aox 3141,68 649,16 [M+2K+NH 4+H] 5+  

811,16 [M+2K+NH 4+H] 4+  

1081,23 

[M+2K+NH 4+H] 3+ *  

Ṗ-1Pred 3216,83 644,3054 [M+5H] 5+  

805,1299 [M+4H] 4+  

1073,1698 [M+3H] 3+  

Ṗ-1Pox 3210,78 644,0959 [M+5H] 5+  

803,6180 [M+4H] 4+  

1070,8210 [M+3H] 3+ **  

Ṗ-1Ared 3218,84 656,18 [M+2H+3NH 4] 5+  

819,28 [M+2H+K+NH 4] 4+  

1092,92 [M+H+K+NH 4] 3+ *  

Ṗ-1Aox 3212,80 654,94 [M+2H+3NH 4] 5+  

818,27 [M+2H+K+NH 4] 4+ * 

*LC-ESI-MS spectra  

**HR ESI-MS spectra 
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4.8. NMR-Methoden  

Methanol-d4 (>99 ,8% Deuterierung) wurde bei Deutero und Sigma Aldrich erworben, der 

Katalysator [1,4 -bis-(diphenylphosphino) -butan] -(1,5-cyclooctadien)-rhodium(I) -

tetrafluoroborat ([Rh(dppb)(COD)]BF4) und D 2O (99,9 %) von Sigma-Aldrich. NMR-

Experimente wurden in einem 11,7 T OXFORD 500 MHz Magneten ausgestattet mit einem 

Bruker AVANCE III HD Spektrometer durchgeführt. 

Die Anreicherung von Parawasserstoff wurde mit einem Parawasserstoffgenerator von 

Advanced Research Systems Inc. durchgeführt, bestehend aus einem DE204A Kryostaten und 

einem ARS 4HW Kompressor. Der Kryostat wurde auf 30 K gekühlt. Für die Reaktion wird 

>95  % Parawasserstoff bei einem Druck von 7 Bar in ein NMR-Proberöhrchen überführt, 

welches bei Raumtemperatur (25  °C) innerhalb des Magneten platziert wurde. Die Apparatur 

zum direkten Einleiten von Parawasserstoff in das Proberöhrchen wurde selbst angefertigt. 
[97,98]  Ein standardmäßiges 5 mm Schraubdeckel-NMR-Proberöhrchen (von Rototec Spintec, 

5 mm 528-TR-7) wurde mit einem 3D-gedruckten, aufschraubbaren Adapter mit Ein- und 

Auslassschläuchen aus PTFE für die Gase verbunden. Eine dünne Glaskapillare wurde mit 

dem Einlassschlauch verbunden und in die flüssige Probe eingetaucht, sodass die 

Glaskapillare für den Gaseintrag durch das gesamte Aufnahmefenster hindurch in die 

Probelösung hineinragte. Die Probe wurde an den Zu- und Ableitungen in den Magneten 

hinabgelassen. 

Das verbundene Proberöhrchen wurde vor den Messungen mit Helium bei 7 Bar am Einlass 

beaufschlagt. Der Gasfluss wird durch eine Druckdifferenz zwischen Ein- und Auslass erzeugt, 

indem der Auslass zur Laborumgebung geöffnet wird. Der Zu- und Abstrom von Gasen wird 

über Magnetventile gesteuert, welche mithilfe des Pulsprogramms auf der NMR-Konsole 

angesteuert werden. Neben Helium und Parawasserstoff kann zudem auch ein Vakuum durch 

eine Membranpumpe angelegt werden, wodurch beim Gaswechsel eine Durchmischung von 

Gasen in der Zuleitung vermieden wird.  

Die automatisierte Schaltung der Magnetventile erfolgt über das Pulsprogramm synchron mit 

den RF-Pulsen und der Aufnahme und erlaubt somit sehr präzise und schnelle 

Reaktionsabläufe. Die Gaseinleitung wird 2 Sekunden vor der Detektion der Spektren 

gestoppt, um aufsteigenden Gasbläschen genügend Zeit zum Verlassen des 

Aufnahmevolumens zu geben und aufgestiegener Probelösung das Zurücklaufen in das 

Aufnahmevolumen zu ermöglichen. Hierdurch wird die Homogenität der Probe im 

Magnetfeld gewährleistet. 

 

4.8.1. PHIP-Experimente 

Von Octreotid wurden Stammlösungen von etwa 5 mg/ml Peptid in MeOD -d4 oder D2O 

angesetzt (150 µl pro Probe). Für den Katalysator wurden Stammlösungen von 3 mg/ml in 

MeOD-d4´oder 2,5 mg/ml in EtOD -d6 angesetzt. Wenn nicht anders angegeben wurden für 

jede Probe die Aliquote der beiden Stammlösungen mit MeOD-d4 oder D2O auf ein 

Gesamtvolumen von 690 µl aufgefüllt, sodass eine Endkonzentration von 1 mM an Octreotid 

vorlag. Die Katalysatorkonzentration wurde zwischen 0,45 mM (75  µl), 0 ,9 mM (150  µl) und 

1,8 mM (300  µl, 360 µl für EtOD-d6) variiert. Nach Zugabe aller Lösungen in das 

Proberöhrchen werden diese durch Invertieren und Schütteln durchmischt. 
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Für MCoTI wurde die Menge an Peptid für jede einzelne Probe abgewogen, mit der 

Stammlösung von Kat. Versetzt und mit MeOD-d4 oder D2O bis zur festgelegten Konzentration 

aufgefüllt.  

Das Proberöhrchen wird mit der PHIP-Apparatur verbunden. Die PHIP-Messung erfolgt in 

einem einzelnen Scan mit einem 45°-Puls (ʌ/4) gefolgt von der Akquisition  (3 s). Davor 

erfolgt die Einleitung von Parawasserstoff über einen zuvor festgelegten Zeitraum, gefolgt von 

einer 2-sekündigen Verzögerung vor dem ersten RF-Puls. Die Messung kann in einem 

Pseudeo-2D-Spektrum blockweise wiederholt werden, um den Reaktionsverlauf zu 

beobachten. 

Für Kinetikmessungen wurde meist eine einmalige Reaktionszeit von 15 s gefolgt von 2 s 

Wartezeit verwendet, gefolgt von mehreren Aufnahmen mit einem 5°-Puls. 

 

4.8.2. 2D-TOCSY-Experimente 

Für die Total Correlation Spectroscopy (TOCSY) Messungen wurde ein Standardexperiment 

dipsy2phpr durchgeführt (Abbildung 11). Die Dimension Td1 wurde auf 1024 gesetzt und 16 

Scans für jedes Slice aufgenommen. Für den FnMode wurde TPPI gewählt. Die Vorsättigung 

wurde für d1=4  Sekunden bei 3,9811e-5 W bei der Frequenz des Lösungsmittelsignals bei 

4,84 ppm eingestrahlt. Die Korrelationszeit d0 wird für jedes Slice um 200 µs inkrementiert. 

Der DIPSI-2 Block war D9=80  ms lang, mit den Intervallen d20=2  ms davor und d21=3  ms 

danach. 

 

4.8.3. 1H T1-Messungen 

T1 wurde für die Allyl -Signale der Varianten 2-B1 and 2-B3 als Reaktionsprodukte durch 

Inversion Recovery Experimente bestimmt. Die Aufbauzeiten vd betrugen 0,01; 0,1; 0,25; 0,5; 

1; 2; 3; 4; 5; 7,5 und 10 Sekunden. Die Spektren wurden mit 8 Scans und einem d1 von 10 

Sekunden für 2-B1 und 20 Sekunden für 2-B2 aufgenommen. Ein reguläres 1H Spektrum 

wurde aufgenommen um das maximale Integral I0 zu bestimmen.  

Analog zu der T1 Messung für 1H wurden die T1 Zeiten für 13C mittels Inversion Recovery 

Experimenten bestimmt. Die Messungen wurden an der ungeschützten Aminosäure 

H-L-Tyrosin(OAllyl) -OH (B) in einer 30 bis 33 % wässrigen Ammoniaklösung durchgeführt. 

Jedes Spektrum wurde in 256 Scans und ohne Protonenentkopplung gemessen. Die 

Aufbauzeiten vd betrugen 0,2; 0,6; 1; 3; 6; 10; 30 und 60 Sekunden mit einer  d1 Zeit von 60 

Sekunden. Für die Linearisierung der Daten wurde I0 durch ein einfaches Ein-Puls-Experiment 

mit einem d1 von 60 Sekunden bestimmt.  
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4.9. Stabilität der Disulfidbrücke  in Octreotid  während der Hydrierungsreaktion  

Die Stabilität der Disulfidbindung wurde durch Vergleich der HPLC-Chromatogramme des 

gefalteten Peptids OctF1PrgAc vor und nach Hydrierung mit  denen des gefalteten Produkts 

OctF1AllAc vor und nach Hydrierung sowie dem linearen Vorläufer von OctF1AllAc ohne 

Disulfidb indung überprüft . Die verwendeten Gradienten waren 20 % bis 80 % 0,1 % TFA in 

Acetonitril über 20 Minuten bei 1 ml/ Minute. 

Die Laufzeit des linearen OctF1AllAc ist 11,027 Minuten. Das gefaltete OctF1AllAc weist eine 

Laufzeit von 11,560 Minuten vor und 11,567 Minuten nach Hydrierung auf und bleibt  

praktisch unverändert. Dies deutet darauf hin, dass keine Entfaltung des Peptids während der 

Reaktion stattfand (Abbildung 52). 

Die Laufzeit von OctF8PrgAc vor Hydrierung beträgt 10,991 Minuten und 11,635 Minuten 

danach, was in etwa der Laufzeit des gefalteten Reaktionsprodukts OctF1AllAc entspricht. 

Dies deutet darauf hin, dass die Reaktion wie erwartet abgelaufen ist und die Disulfidb indung 

stabil bleibt (Abbildung 53).  

 

Abbildung 52: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm des zyklischen OctF8AllAc vor und nach der Hydrierung sowie 

das lineare OctF8AllAc. Der Gradient betrug 20 % bis 80 % Acetonitril über 20 Minuten in 0 ,1 % wässrigem TFA bei 

1 ml/min und anschließender Spülung mit 95 % Acetonitril. Die Peaks nach 13 min entsprechen dem Katalysator in 

unreagierter und reagierter Form. Die Peaks mit einem * entsprechen Verunreinigungen in der Probe. [61]  
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Abbildung 53: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm des zyklischen OctF8PrgAc vor und nach der Hydrierung sowie 

das zyklische OctF8AllAc nach der Reaktion. Der Gradient betrug 20 % bis 80 % Acetonitril über 20  Minuten in 0 ,1 % 

wässrigem TFA bei 1 ml/min und anschließender Spülung mit 95 % Acetonitril. Die Peaks nach 13 min entsprechen 

dem Katalysator in unreagierter und reagierter Form. [61]  
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5. Abkürzungsverzeichnis  

 

Abkürzung /Formelzeichen  Bedeutung  Einheiten  

NMR Nuclear Magnetic Resonance, 

Kernspinmagnetresonanz 

 

MRI, MRT Magnetic Resonance Imaging, 

Magnetresonanztomographie 

 

ESR Elektronenspinresonanz  

PHIP Parawasserstoffinduzierte Polarisation  

h-PHIP Hydrierende PHIP  

MCoTI Mormodica Cochinchinensis Trypsininhibitor   

PET Positronenemissionstomographie  

CT Computertomographie  

FID Free Induction Decay, Freier 

Induktionszerfall  

 

COSY Correlation Spectroskopy, 

Korrelationsspektroskopie 

 

TOCSY Total Correlation Spectroscopy, Totale 

Korrelationsspektroskopie 

 

DNP Dynamic Nuclear Polarization, Dynamische 

Kernspinpolarisation 

 

dDNP Dissolution DNP  

SABRE Signal Amplification By Reversible 

Exchange 

 

RT Raumtemperatur, ca. 298 K  

PASADENA Parahydrogen and Synthesis Allow 

Dramatically Enhanced Nuclear Alignment 

 

ALTADENA Adiabatic Longitudinal Transport after 

Dissociation Engenders Net Alignment 

 

IMes 1,3-bis(2,4,6-trimethylphenyl)imidazol -2-

yliden 

 

SNR Signal-to-Noise Ration, Signal-zu-Rauschen 

Verhältnis 
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Abkürzung /Formelzeichen  

 

Bedeutung  

 

Einheiten  

SPPS Solid Phase Peptide Synthesis, 

Festphasenpeptidsynthese 

 

Fmoc 9-Fluorenylmethoxycarbonyl  

HEK293 Human Embryonic Kidney Cells  

Menschliche Embryonale Nierenzellen 293 

 

A549 Nicht-kleinzellige Lungenkrebszellen A549  

SST Somatostatin  

SSTR SST-Rezeptor  

DOTA 1,4,7,10-Tetraazacyclododecan-1,4,7,10-

tetraessigsäure 

 

COD 1,5-Cyclooctadien  

dppb 1,4-bis-(Diphenylphosphino)butan  

TAMRA 5/6 -Carboxytetramethylrhodamin  

NHS   

TTDS 4,7,10-Trioxa-1,13-tridecandiaminsuccinat  

NHS N-Hydroxysuccinimid  

Boc-QAR-pNA tert-Butyloxycarbonyl-Glutamyl-Alanyl-

Arginyl -para-Nitroanilin  

 

MP Miniprotein   

2-CTC 2-Chlorotritylchlorid   

DCM Dichlormethan  

MTBE Methyl-tertbutylether   

TIPS Triisopropylsilan  

NMM N-Methylmorpholin   

DMF N,N-Dimethylformamid   

HATU 1-[bis(Dimethylamino)Methylen] -1H-1,2,3-

Triazolo[4,5 -b]pyridinium  3-oxid 

Hexafluorophosphat 

 

DIEA Diisopropylethylamin   
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Abkürzung /Formelzeichen  Bedeutung  Einheiten  

DIC N,N -̂Diisopropylcarbodiimid   

THF Tetrahydrofuran  

TFA Trifluoressigsäure  

RP-HPLC Reversed-Phase High-Performance Liquid 

Chromatography, Umkehrphasen-

Hochleistungsflüssigchromatographie 

 

ESI-MS Electrosprayionisations-

Massenspektrometrie 

 

Ὅᴆ Spin  

Аᴆ Magnetisches Moment J T-1 

B0 Magnetfeld T 

B1 RF-Magnetkomponente T 

ɾ Gyromagnetisches Verhältnis ÒÁÄ Ó  4  

h Nj_laiimlqr_lrc* Nj_lai^qafcq

Wirkungsquantum 

6,62607015e-34  

J s 

ü Reduzierte Planckkonstante, h/2ʌ J s 

E Energie J 

j Spinquantenzahl  

ɻ, ɼ Spinzustände  

ʖ Kreisfrequenz Hz 

f Frequenz Hz 

ὓᴆ Magnetisierung T 

T1 Longitudinale Relaxationszeit s 

T2 Transversale Relaxationszeit s 

ʐ Spinecho-Wartezeit s 

d1 Wiederholzeit s 

vd Variable Verzögerungszeit s 
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Abkürzung /Formelzeichen  Bedeutung  Einheiten  

I, Int  Signalintensität, / -Integral  

J 1) Skalare Kopplungskonstante 

2) Rotationsquantenzahl 

Hz 

ɿ Chemische Verschiebung ppm 

N Besetzungszahl  

P Polarisation % 

T Temperatur ° C, K 

kB 
Boltzmannkonstante 1.380649e-23     

J K-1 

ɰ, ʒ Wellenfunktion   

|T -ἃ, |T 0ἃ, |T +ἃ Triplettzustände, Ortho  

|S 0ἃ Singulettzustand, Para  

tb Zeitraum zur Einleitung von pH 2 s 

tw Wartezeit s 

KM Michaeliskonstante  mol 

Ki Inhibitionskonstante mol 

v Reaktionsgeschwindigkeit mol l -1 s-1 
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6. Abbildungsverzeichnis  

 

Abbildung 1: Energieniveaus eines Spin-1/2 -Systems ohne (links) und mit externem 

Magnetfeld B0 (rechts). Der Zeeman-Effekt beschreibt die Aufspaltung der Energieniveaus 

mit der Energiedifferenz ɝE. 5 

Abbildung 2: Der Spin eines Atomkerns verhält sich wie ein Drehimpuls und erzeugt ein 

magnetisches Moment ‘. Der Atomkern rotiert dabei nicht wirklich. Wird ein externes 

Magnetfeld B0 angelegt, so präzessiert das magnetische Moment ‘ mit der 

Larmorfrequenz um ὄπ. 6 

Abbildung 3: Die Gesamtmagnetisierung ὓὤ entlang der Z-Achse (blau) ergibt sich aus dem 

Mittelwert der magnetischen Kernspinmomente (grün). Letztere sind Kegelförmig um die 

Z-Achse verteilt. 7 

Abbildung 4: (a) Die magnetische Komponente B1 der eingestrahlten Radiowelle im statischen 

Laborsystem schwingt linear, hier in Richtung der X-Achse. Dabei kann die Schwingung 

in zwei in der XY-Ebene gegenläufig rotierende Komponenten ‫ὄρ zerlegt ‫ὄρ und 

werden. Ähnlich wie bei einem Karussell sieht ein äußerer Beobachter, wie die Spins und 

die B1-Komponenten um B0 (Z-Achse) präzessieren. (b) Ein Beobachter, welcher mit der 

Bahnfrequenz ‫ὄρ rotiert (also im Karussell sitzt), würde ein statisches Magnetfeld B1 

wahrnehmen, gleiches gilt für die rotierenden magnetischen Kernspinmomente ‘. (die 

Figuren auf dem Karussell). Hierdurch ist die Wirkung von B0 und damit auch deren 

Ursache, also B0 selbst, für den rotierenden Beobachter nicht mehr wahrnehmbar. 

Stattdessen präzessiert die Magnetisierung analog um B1. 8 

Abbildung 5: Die im statischen Laborsystem in der XY-Ebene um die Z-Achse präzessierende 

Magnetisierung ὓ induziert einen Wechselstrom I in einer Spule. Aufgrund von 

Relaxation nimmt die Magnetisierung in der XY-Ebene mit der Zeit exponentiell ab und 

in Richtung der Z-Achse zu. Die Amplitude des induzierten Stroms fällt somit ebenfalls 

exponentiell ab und führt zum freien Induktionszerfall (FID).  9 

Abbildung 6: Schematischer Verlauf der Relaxationszeiten T1 (grün) und T 2 (rot) von tief en 

Temperaturen und hohen Viskositäten (links) zu hohen Temperaturen und niedrigen 

Viskositäten (rechts).[1]  9 

Abbildung 7: Schematische Darstellung eines Spin-Echo-Experiments, oben mit der 

Pulssequenz aus 90° Anregungspuls, der Wartezeit ʐ, dem 180°-Puls und dem Echo nach 

einer weiteren Zeit ʐ und unten Schematische Repräsentation unterschiedlicher Spins 

(orange, gelb, grün) und der Gesamtmagnetisierung (blau). Nach dem 90°-Puls liegt die 

Gesamtmagnetisierung in der XY-Ebene. Sie nimmt jedoch durch das Auffächern der 

Kohärenz der Spins ab. Durch einen 180°-Puls nach der Zeit ʐ erfolgt der 

Richtungswechsel der Spinpräzession, wodurch die Spins nach einer zweiten Zeit ʐ 

wieder zur Kohärenz finden und die Magnetisierung erneut aufgebaut wird. 10 

Abbildung 8: Pulssequenz für ein Inversion-Recovery-Experiment zur Bestimmung von T1. 

(Abbildung aus [61] ) 10 
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Abbildung 9: Typische chemische Verschiebung in 1H und 13C NMR-Spektren für verschiedene 

funktionelle Gruppen. Ar: Aromaten, R: beliebiger Rest. [1]  12 

?``gjbsle /.8 Bgc Xcgjcl gk N_qa_j%qafcl Bpcgcai ec`cl bgc Glrclqgròrqtcprcgjsle gllcpf_j`

eines Signals mit entsprechender Multiplizität an. 13 

Abbildung 11: Pulssequenz für ein 2D TOCSY-Experiment (dipsi2phpr). Die Vorsättigung 

dient der Unterdrückung des Lösemittelsignals. 14 

Abbildung 12: Links: Schematische Darstellung der Spinorientierungen. Rechts: Die 

jeweiligen Kernspinwellenfunktionen für die vier unterschiedlichen Spi n-Isomere des 

Wasserstoffmoleküls. 16 

Abbildung 13: Anteil an Para-/Orthowasserstoff aufgetragen gegen die Temperatur. Bei etwa 

25 K liegt der Anteil von Parawasserstoff bei >99%, bei Raumtemperatur sind es etwa 

25%. 17 

Abbildung 14: Übergänge der Kernspinsysteme während der PHIP-Reaktion unter PASADENA. 

a) Das A2-System des H2-Moleküls geht im Hochfeld direkt in das AX-System des 

Produkts über. Im Falle von reinem pH2 (rote Kugeln) werden nur die Zustände |ab> 

und |ba> besetzt. b) Das aus PASADENA resultierende Spektrum zeigt zwei Dubletts aus 

jeweils einem Absorptions- und einem Emissionssignal. 18 

Abbildung 15: Übergänge der Kernspinsysteme während der PHIP-Reaktion unter ALTADENA. 

a) Das A2 Qwqrck bcq U_qqcpqrmddq ecfr gk lgcbpgecl Dcjb xslòafqr gl cgl ?^2 System des 

Produkts über. Beim Transfer in das Hochfeld geht der Singulettzustand nur in den |ba> 

Zustand über. b) Das resultierende ALTADENA-Spektrum zeigt zwei Signale, eines in 

Absorption und eines in Emission. 19 

Abbildung 16: Pulssequenz für ein PHIP-Experiment bestehend aus Reaktionszeit tb, Wartezeit 

tw, einem 45°-Puls und Akquisition des Spektrums. Dies kann wahlweise wiederholt 

werden, um Reaktionsverläufe aufzunehmen. [61]  19 

Abbildung 17: Peptidbindung zwischen den Cɻ von zwei Aminosäuren. Durch die Mesomerie 

weist diese einen partiellen Doppelbindungscharakter auf. 24 

Abbildung 18: Typische Strukturmerkmale eines Proteins am Beispiel von Trypsin mit 

(rechtshändiger) -hHelix/Coil und (anti -parallelem) -̡Faltblatt/Sheet. Inserts mit 

Strukturen der Aminosäuren und H-Brücken (gelb). 25 

Abbildung 19: Bildung und Hydrolyse von Disulfid -Brückenbindungen a) durch Oxidation mit 

Sauerstoff zu Wasser oder b) durch Disulfid-Austausch mit einer anderen Disulfid-

Bindung. 26 

Abbildung 20: Schematische Darstellung der SPPS: In Schritt 1a wird die erste Aminosäure 

(violett) mit dem C-Terminus (dunkelblau) an eine Funktionelle Gruppe (grüner Pfeil) 

des festen Harzes (oranger Kreis) gebunden. Überschüssige Reaktanden werden entfernt 

und in Schritt 1b die Schutzgruppe (türkiser Kreis) vom N-Terminus (rot) abgespalten. 

Dies wird für die gewünschte Anzahl N an Aminosäuren in der Sequenz widerholt. Im 

letzten Schritt wird das fertige Peptid vom festen Harz gespalten. 26 
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Abbildung 21: Vergleich der Aminosäure-Sequenzen von SST14 und Octreotid. Das SSTR-

Bindungsmotif aus Phe-Trp-Lys-Thr ist in beiden Sequenzen hervorgehoben. [119,120]  29 

Abbildung 22: Struktur und Sequenz von oMCoTI-II, welches eine Cystin-Knoten-Struktur 

aufweist. Zwei der Disulfidbrücken (gelb) bilden mit Teilen des Peptidrückgrads 

(magenta) einen Ring, der von der dritten Disulfidbrücke (orange) durchdrungen wird.

 32 

Abbildung 23: Struktur des Katalysators [Rh(dppb)(COD)] BF 4 (Kat.). Das Rhodium(I) wird 

quadratisch planar von den beiden Liganden dppb und COD koordiniert. 33 

Abbildung 24: Thermische Spektren des Katalysators ([Rh(dppb)(COD)]BF4) 3 mg/ml in 

MeOD-d4 vor und nach PHIP sowie PHIP-Spektren zu unterschiedlichen Zeiten während 

der Hydrierungsreaktion. Inserts zeigen vergrößert die erhaltenen verstärkten PHIP-

Signale des Katalysators bzw. von COD und dessen Reaktionsprodukten. Strukturen von 

COD, den Reaktionsprodukten und dem dppb-Liganden mit chemischen Verschiebungen 

der beobachteten Signale. 34 

Abbildung 25: a) Struktur des PHIP-Markers Propargyltyrosin (A) und der Reaktionsprodukte 

b) Allyltyro sin (B) sowie c) Propyltyrosin ( C). 35 

Abbildung 26: 1H-Spektren von A (1 mM) in Methanol -d4 aufgenommen in einem 500 MHz 

(11,7 T) Spektrometer vor, während und nach PHIP. Das thermische Spektrum vor der 

Hydrierung wurde mit 16 Scans und einem Receiver Gain (RG) von 287 aufgenommen. 

Das thermische Spektrum nach der Reaktion wurde mit 32 Scans und RG 287 

aufgenommen. Für das PHIP-Spektrum wurde ein einziger Scan mit RG 3,9 

aufgenommen. Vergrößerte Bereiche im PHIP-Spektrum zeigen die hyperpolarisierten 

Protonen der Allyl-Gruppe vom ersten Reaktionsprodukt B zwischen 5,2 ppm und 

6,0 ppm sowie die von Kat. (1,5 ppm) und des zweiten Reaktionsprodukts C (1,0  ppm, 

2,2 ppm) zwischen 0,8 ppm und 2,2 ppm. Das Signal bei etwa 4,6 ppm stammt von 

gelöstem Wasserstoff. Im thermischen Spektrum nach der Hydrierung sind die Allyl-

Signale bei 5,2 ppm, 5,35 ppm und 6,0 ppm ohne Hyperpolarisation sowie Cycloocten aus 

Kat. bei 5,6 ppm in der Vergrößerung zu erkennen 36 

Abbildung 27: Schematischer Verlauf der Kinetik der Hydrierungsreaktion während PHIP. Das 

Substrat a) wird mit Parawasserstoff hydriert zum hyperpolarisierten Produkt b), welches 

anschließend mit der Zeitkonstanten T1 in das thermische Gleichgewicht c) relaxiert. Die 

Konzentration an hyperpolarisiertem Produkt durchläuft somit ein Maximum, an der 

auch die messbare Signalverstärkung maximal ist. 39 

Abbildung 28: Ausschnitt aus dem 2D-1H-TOCSY-Spektrum im Bereich der Aromatensignale 

mit 1D-Projektionen in F1 und F2 von A vor der Hydrierung (rot) und zu 

unterschiedlichen Zeitpunkten nach der Hydrierung (violett und blau). Nach der 

Hydrierung liegen zusätzlich leicht verschobene Signale der Reaktionsprodukte B und C 

vor. 41 

Abbildung 29: Thermisches Protonenspektrum von B 1 mM in MeOD-d4 mit 0,9  mM Kat. vor 

der Hydrierung (ohne Reaktion). Das Inset zeigt vergrößert den relevanten Bereich mit 

den Allyl -Signalen bei 5,2 ppm, 5,35 ppm und 6,0 ppm. Im Gegensatz zu Abbildung 26 
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nach PHIP sind die Allyl-Signale hier deutlicher zu erkennen und entsprechen der vollen 

Konzentration von 1 mM. 42 

Abbildung 30: a) Struktur von Allyl -Tyrosin mit Bezeichnungen und chemischen 

Verschiebungen der untersuchten Kohlenstoffe in der T1-Bestimmung, b) Integrale der 
13C-Signale gegen die Recovery Delay Zeit. 43 

Abbildung 31: Linearisierung und Fit der Integrale aus dem 13C Inversion-

Recovery.Experiment für Allyl-Tyrosin. 43 

Abbildung 32: Synthese des PHIP-Markers Fmoc-Tyr(Propiol) -OtBu (D) aus den Edukten 

Fmoc-Tyrosin-OtBu (DE1) und Propiolsäure (DE2). Die Reaktion erfolgte bei 0 °C bis 

Raumtemperatur (RT) in Dichlormethan (DCM) mit den Kopplungsreagenzien N,Nǋ-

Dicyclohexylcarbodiimid (DCC) und 4-(Dimethylamino)pyridin (DMAP). Die Abspaltung 

der tBu-Gruppe erfolgt durch Trifluoressigsäure (TFA). 44 

Abbildung 33: a) PHIP-Spektrum und b) thermisches Spektrum nach PHIP von Fmoc-

Tyr(Propiol) -OH. Inserts zeigen die Bereiche der erwarteten Produktsignale (rote Pfeile) 

für die Doppelbindung von 5-7 ppm und die Einfachbindung von 1-3 ppm. 45 

Abbildung 34: Kinetik der Hydrierungsreaktion wä hrend PHIP von Fmoc-Tyr(propiol) -OH. 

Absolutes Integral (in beliebiger Einheit, b.E.) des hyperpolarisierten Signals von HB 

gegen die Zeit. 45 

Abbildung 35: Strukturen von Octreotid und dessen modifizierten Varianten mit PHIP-Marker 

L-Tyr(Prg) (magenta) anstelle von D-Phe an Position F1 oder L-Phe an Position F3 und 

unterschiedlichen C-Termini (rot, Alc:  Alkohol, Ac: Säure). Die für die Bindung an den 

Rezeptor wesentlichen Aminosäuren D-Trp und L-Lys sind in grün markiert. 47 

Abbildung 36: Einbau eines Interkalierenden PHIP-Markers (E) in die Struktur von linearem 

Octreotid (1-lin ) anstelle einer Disulfid-Brücke, wobei das zyklische Produkt 1-E gebildet 

wird.  48 

Abbildung 37: a) Vergleich eines PHIP-Spektrums und eines thermischen Spektrums nach 

PHIP von 2-A1. Nach der Hydrierung liegen teilweise stark verbreiterte (HC) oder 

doppelte Allyl -Signale (HA und HB, rot markiert) im Vergleich zu m hyperpolarisierten 

PHIP-Spektrum vor. b) Allyl -markiertes Octreotid (2-B1) zeigt nach Aktivierung des 

Katalysators durch Wasserstoff ebenfalls eine Verdopplung der Signale, was auf eine 

Bindung des PHIP-Markers, bzw. des Reaktionsprodukts an den Katalysator deutet. 49 

Abbildung 38: Ausschnitte aus dem 2D-1H-TOCSY-Spektrum von Octreotid F3PrgAc (2-A3) 

mit 1D-Projektionen in F1 und F2 zu unterschiedlichen Zeitpunkten vor (rot) und nach 

(violett) der Hydrierung in PHIP -Experimenten. Zu erkennen sind jeweils die beiden 

Aromaten-signale des Propargyltyrosins. Nach der Hydrierung liegen zusätzlich leicht 

verschobene Signale des Reaktionsprodukts mit Allyltyrosin vor. Im Falle von 2-A3 sind 

nach längerer Hydrierung keine Signale für Propyltyrosin sichtbar. 50 

Abbildung 39: Kinetik der Hydrierungsreaktion während PHIP bei unterschiedlichen 

Katalysatorkonzentrationen am Beispiel von PHIP-markiertem Octreotid F1PrgAc. 

Absolutes Integral (in beliebiger Einheit, b.E.) des hyperpolarisierten Signals von HB 
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gegen die Zeit. Mit abnehmender Katalysatorkonzentration verschiebt sich das Maximum 

der erreichten Hyperpolarisation zu späteren Zeiten. Abbildung abgewandelt aus [61] . 51 

Abbildung 40: Spektren von Octreotid mit interkalierendem PHIP Marker 1-E a) vor der 

Hydrierung, b) PHIP-Spektrum mit Vergrößerung der Signale vom markierten Peptid und 

c) nach der Hydrierung. 55 

Abbildung 41: Kinetik der Hydrierungsreaktion für 1-E mit interkalierendem PHIP-Marker bei 

unterschiedlichen Katalysatorkonzentrationen. Absolutes Integral von HB (in beliebiger 

Einheit, b.E.) gegen die Reaktionszeit (in s). 56 

Abbildung 42: Allgemeine Struktur von Octreotid, welches über einen Linker (grün) mit dem 

Farbstoff TAMRA (rot) markiert wurde. Der Linker wurde am N-Terminus des Peptids 

gekoppelt, um mögliche Einflüsse von TAMRA auf das Bindungsmotif des Peptids (blau) 

zu minimieren. [61]  57 

Abbildung 43: Fluoreszenz der TAMRA-konjugierten Octreotidvari anten gebunden an a) 

A549-Zellen und b) HEK293-Zellen gegen die Konzentration während der Inkubation. [61]

 58 

Abbildung 44: Fluoreszenz von TAMRA-konjugiertem Octreotid im Vergleich zu reinem 

TAMRA gebunden an a) A549-Zellen und b) HEK293-Zellen gegen die Konzentration 

während der Inkubation. [61]  58 

Abbildung 45: Fluoreszenz von TAMRA-konjugiertem Octreotid mit interkalierendem PHIP -

Marker (1-E, rot) im Vergleich zu Octreotid ohne PHIP-Marker (1, blau) an a) A549-

Zellen und b) HEK293-Zellen gegen die Konzentration während der Inkubation. 59 

Abbildung 46: a) Strukturen von MCoTI -Varianten mit Propargyltyrosin (cyan) al s PHIP-

Marker, modeliert nach [165] . b) Trypsin im modellierten Komplex mit MCoTI 

entsprechend [166]  und dem hydrierten PHIP-Marker Allyltyrosin an allen drei 

modifizierten Stellen. Der Marker an der Position 5 kollidiert mit Trypsin, sodass eine 

Bindung der MP-5-Varianten unwahrscheinlich erscheint. Die Marker an Positionen 1 und 

27 stehen einer Bindung an Trypsin hingegen nicht im Weg. 60 

Abbildung 47: Geschwindigkeit des Abbaus von Boc-QAR-pNA durch Rinder-Trypsin in 

Gegenwart der Miniproteine gegen deren Konzentration zur Bestimmung der 

Inhibitionskonstanten K i. 61 

Abbildung 48: Spektren von MP-27Pox bei a) thermischer Polarisation (TP) vor der 

Hydrierung, b) nach 20  Sekunden Hydrierungsreaktion mit Parawasserstoff und c) nach 

der Hydrierungsreaktion im thermischen Gleichgewicht. Darunter d) das Spektrum von 

MP-27Aox bei gleicher Konzentration von 0,5 mMol und thermischer Polarisation. Inserts 

zeigen vergrößert den Bereich von 6,5 bis 5,0 ppm, in dem die Allylsignale des hydrierten 

Reaktionsprodukts während und nach PHIP erscheinen. Da diese in c) teilweise mit 

anderen Signalen aus der Reaktionsmischung überlappen, wurden die Integrale aus d) 

für die Bestimmung der Signalverstärkung herangezogen. Die gepunkteten Linien 

markieren die Position der Allylsignale in den Inserts.  63 

Abbildung 49: Kinetiken der Hydrierungsreaktionen von PHIP-Markierten MCoTI-Varianten in 

40 % D2O/MeOD-d4 ohne Trypsin (cyan) und mit Trypsin (rot).  65 
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Abbildung 50: Kinetiken der Hydrierungsreaktionen von PHIP-Markierten MCoTI-Varianten in 

20 % D2O/MeOD-d4 und niedrigeren Peptidkonzentrationen ohne Trypsin (cyan) und mit 

Trypsin (rot).  66 

Abbildung 51: HPLC und HR-ESI-MS beispielhaft für MP-1Pred (A) und MP-1Pox (B, C). Die 

MS-Spektren zeigen HPLC-Präparationen bei (A) 18, (B) 14 und (C) 16 Min uten 

Retentionszeit (tr). 82 

Abbildung 52: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm des zyklischen OctF8AllAc vor und nach 

der Hydrierung sowie das lineare OctF8AllAc. Der Gradient betrug 20 % bis 80 % 

Acetonitril über 20  Minuten in 0,1  % wässrigem TFA bei 1 ml/min und anschließender 

Spülung mit 95 % Acetonitril. Die Peaks nach 13 min entsprechen dem Katalysator in 

unreagierter und reagierter Form. Die Peaks mit einem * entsprechen Verunreinigungen 

in der Probe. [61]  86 

Abbildung 53: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm des zyklischen OctF8PrgAc vor und 

nach der Hydrierung sowie das zyklische OctF8AllAc nach der Reaktion. Der Gradient 

betrug 20 % bis 80 % Acetonitril über 20  Minuten in 0,1  % wässrigem TFA bei 1 ml/min 

und anschließender Spülung mit 95 % Acetonitril. Die Peaks nach 13 min entsprechen 

dem Katalysator in unreagierter und reagierter Form. [61]  87 
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8. Anhang 

8.1. RP-HPLC Chromatogramme 

Die RP-HPLC Chromatogramme in diesem Abschnitt zeigen die erhaltenen Ergebnisse für den 

Aminoalkohol  und die Octreotidvarianten nach erfolgter Synthese. Die Proben mit TAMRA 

Fluoreszenzmarker und Linker wurden durch präparative RP-HPLC aufgereinigt und alle hier 

gezeigten Fraktionen vereinig. Aufgrund der zwei Isomere von TAMRA weisen diese Proben 

bis zu zwei Peaks für das Hauptprodukt auf. Nur solche Fraktionen, welche mindestens einen 

der beiden Peaks oder beide aufweisen wurden vereinigt . Alle Abbildungen wurden aus der 

Supporting Information in [61]  entnommen. 

 
Figure S-27: RP-HPLC Chromatogram m bei 214 nm von Fmoc-Thr(tBu)-ol nach Flash-Chromatograph ie mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % 
Acetonitrile über 20 Minuten in 0,1 % wässrigem TFA bei 1 ml/min. Da der Produktpeak sein Maximum bei tR = 19,6 min. kurz vor Ende der 
Methode aufweist, wird  auch ein Teil der Säulenspülung nach tR = 20 min. mit  95 % Acetonitrile in 0,1 % wässrigem TFA dargestellt. 

 

Figure S-28: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm von OctF3PrgAcid mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % Acetonitrile über 20 Minuten in 0 ,1 % 

wässrigem TFA bei 1 ml/min.  
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Figure S-29: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm von OctF1PrgAcid mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % Acetonitrile über 20 Minuten in 0 ,1 % 

wässrigem TFA bei 1 ml/min.  

 

 

 

Figure S-30: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm von OctF3AllylAcid mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % Acetonitrile über 20 Minuten in 

0,1 % wässrigem TFA bei 1 ml/min.  
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Figure S-31: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm von OctF1AllylAcid mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % Acetonitrile über 20 Minuten in 

0,1 % wässrigem TFA bei 1 ml/min.  

 

 

 

Figure S-32: RP-HPLC Chromatogramm bei 214 nm von OctF1PrgAlcohol mit einem Gradienten von 20 % bis 80 % Acetonitrile über 20 Minuten in 

0,1 % wässrigem TFA bei 1 ml/min.  

 














