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Zur Abhängigkeit des photoinduzierten Elek-
tronentransfers in der DNA von der Entfernung
Keijiro Fukui und Kazuyoshi Tanaka*

Die DNA-Helix ist sehr nützlich für die Untersuchung von
Elektronentransferreaktionen, die durch den Basenstapel
vermittelt werden. In den letzten Jahren wurden etliche
photoinduzierte Elektronentransferreaktionen in der DNA
untersucht, wobei z. B. ein Elektronendonor und ein -acceptor
statistisch an die DNA assoziiert waren[1±6] oder ein Donor
und ein Acceptor am DNA-Terminus kovalent gebunden
waren, um so einen einheitlichen Abstand zu gewährlei-
sten.[7, 8] Den deutlichsten Hinweis darauf, daû der Basensta-
pel Elektronentransfer vermitteln kann, erhält man über die
Abstandsabhängigkeit. Die Effektivität der Basenpaare wird
durch den b-Wert beschrieben, und für DNA-Farbstoff-
Gemische wurden bereits b-Werte geschätzt.[3a, 5b] Weitere
Bestimmungen von b-Werten wären zwar wünschenswert,
doch ist es schwierig, die Abstandsabhängigkeit zu beurteilen,
da es keine Methode gibt, den Farbstoff in definierter Weise
in die DNA-Helix ¹einzuführenª. Wir berichten hier über die
Abhängigkeit des Elektronentransfers in der DNA von der
Entfernung zwischen Donor und Acceptor. Für diese Unter-
suchungen haben wir einen Chromophor präzise in DNA-
Helices definierter Sequenz fixiert.

Um einen Chromophor an jeder gewünschten Stelle in
einer DNA verankern und die unerwünschte thermische
Fluktuation um den Chromophor herum unterdrücken zu
können, entschieden wir uns dafür, 9-Amino-6-chlor-2-meth-
oxyacridin (ACMA) an einer definierten Stelle zwischen den
Nucleotiden einer DNA einzuführen[9a, b] (Schema 1). Wir
fanden heraus, daû die thermische Stabilität der Helix und die
Fluoreszenzquantenausbeuten von ACMA sehr von der
Länge der Kette zwischen dem Farbstoff und der DNA sowie
von der Gegenwart einer Nucleobase auf der entgegen-
gesetzten Seite des Acridinrings abhängen.[9 c] Mit einem
Tetramethylen-Linker (Schema 1) und Adenosin auf der der
ACMA-Einheit gegenüberliegenden Seite gelingt es am
besten, ACMA in einer DNA-Helix zu fixieren. ACMA weist
dann die stärkste Emission in der modifizierten DNA auf, und

Schema 1. Schematische Darstellung der Fixierung von ACMA in einer
DNA-Helix.

die DNA-Struktur ist thermisch besonders stabil.[9c] 2D-
NMR-spektroskopisch wurde nachgewiesen, daû ACMA
zwischen benachbarten Basenpaaren intercaliert ist und das
Adenosin auf der gegenüberliegenden Seite aus der Helix
herausgedrückt wird (extrahelicale Konformation).[10]

Mit dem entsprechenden Acridinphosphoramidit[9 b] stell-
ten wir in einem DNA-Synthesizer das ACMA-DNA-Kon-
jugat I her, das nur aus Adenosin- und Thymidin-Nucleotiden
besteht, sowie die Konjugate II ± VIII, die in einer ähnlichen
Sequenz wie der von I in unterschiedlichen Abständen in der
5'- oder 3'-Richtung zusätzlich Guanosin enthalten (Tabel-
le 1). Um die Bindungsgeometrie zwischen ACMA und den
Nucleobasen zu erhalten, wurden beide Seiten von ACMA
zwischen Purinbasen (Adenin oder Guanin) fixiert. Die
Absorptionsspektren von ACMA sowie die Wellenlänge der
Fluoreszenzmaxima (siehe unten) sind in der Reihe der
ACMA-DNA-Konjugate unverändert. Das Energieniveau
der ACMA-Einheiten ist also bei allen ACMA-DNA-Kon-
jugaten identisch.

Um die Elektronentransferreaktion durch den DNA-Ba-
senstapel zu untersuchen, wurden die Fluoreszenzspektren
der ACMA-Einheiten in den Duplex-DNAs I ± VIII gemes-
sen, unter Bedingungen, bei denen alle DNA-Moleküle
ausreichend stabil sind (0 8C).[9c] Die Fluoreszenzquantenaus-
beuten dieser Duplex-DNAs sind in Tabelle 1 aufgeführt, und
die Fluoreszenzspektren von I ± IV sind in Abbildung 1
gezeigt. Die DNA I wies starke Emissionsbanden bei 475
und 500 nm auf, die dem Spezies-assoziierten Spektrum
(SAS) von ACMA zuzuordnen sind und dessen starre Mikro-
umgebung widerspiegeln.[9c, 11] Die Intensitätsabnahme war
monoexponentiell, und die durch Einzelphotonenmessung
ermittelte Lebensdauer des angeregten Zustands betrug
22.8 ns.[12] Diese Emissionsbanden treten bei ACMA in
Wasser und bei allen anderen ACMA-DNA-Konjugaten
nicht auf.[9c] Die schnelle Relaxation durch die Umgebung
des angeregten ACMA führte nur zu einer Emissionsbande
bei 500 nm.[9 c, 11] Diese Ergebnisse weisen darauf hin, daû die
ACMA-Einheit in definierter Weise und in einer definierten
Konformation in der DNA-Helix fixiert ist und daû der
Ursprung der Elektronentransferreaktion zweifelsfrei ermit-
telt werden kann.

Da die Fluoreszenz einer ACMA-Einheit durch ein d(AT)-
Basenpaar nicht gelöscht wird,[9c, 13, 14] wirkt I als ¹inerte
Matrixª für angeregtes ACMA. Guanin kann hingegen die
ACMA-Fluoreszenz löschen,[13, 14] und der zugrundeliegende

Protchenko, L. N. Zakharov, M. N. Bockharev, Y. T. Struchkov, J.
Organomet. Chem. 1993, 447, 209; e) I. L. Fedushkin, M. N. Bochka-
rev, H. Schumann, L. Esser, G. Kociok-Köhn, ibid. 1995, 489, 145; f) S.
Sun, C. A. Dullaghan, G. A. Carpenter, A. L. Rieger, P. H. Peiger,
D. A. Sweigart, Angew. Chem. 1995, 107, 2734; Angew. Chem. Int. Ed.
Engl. 1995, 34, 2540.

[24] M. Jang, J. E. Ellis, Angew. Chem. 1994, 106, 2036; Angew. Chem. Int.
Ed. Engl. 1994, 33, 1973, zit. Lit.

[25] R. Mason, Acta Crystallogr. 1964, 17, 547.

[*] Prof. Dr. K. Tanaka, Dr. K. Fukui
Department of Molecular Engineering
Graduate School of Engineering, Kyoto University
Sakyo-ku, Kyoto 606-01 (Japan)
Telefax: Int. �75/771-0172
E-mail : a51053@sakura.kudpc.kyoto-u.ac.jp



168 � WILEY-VCH Verlag GmbH, D-69451 Weinheim, 1998 0044-8249/98/11001-0168 $ 17.50+.50/0 Angew. Chem. 1998, 110, Nr. 1/2

ZUSCHRIFTEN

Abb. 1. Fluoreszenzspektren der ACMA-DNA-Konjugate I ± IV (Inten-
sität I in willkürlichen Einheiten). Einschub: Vergröûerter Ausschnitt des
Fluoreszenzspektrums von II (durchgezogene Linie). Es kann aufgeteilt
werden in das SAS (gestrichelte Linie) von fest in der DNA-Helix fixiertem
ACMA und nicht intercaliertem (extrahelicalem) ACMA (siehe Text und
Lit.[9 c]).

Mechanismus läût sich als Elektronentransferreaktion deuten
[Gl. (1)]. Eine Energieübertragung ist wegen fehlender spek-

[Acr]� ´ ´ ´ dG ÿ!h~n
[Acr]�* ´´´ dG ÿ!ket [Acr] ´´ ´ dG� (1)

traler Überlappung nicht möglich; Nucleobasen absorbieren
bei l< 300 nm. Aus elektrochemischen,[15] theoretischen[16 a]

und chemischen[16 b, c] Gründen ist Guanin offensichtlich die
am leichtesten oxidierbare Nucleobase.

Wenn zwei Farbstoffe (z.B. Donor und Acceptor) in eine
DNA-Helix intercalieren, müssen zwischen ihnen im allge-
meinen mindestens zwei Basenpaare liegen, aber eine Bela-
dung mit den beiden Chromophoren in diesem kurzen
Abstand reicht aus, um die lokale DNA-Struktur zu zer-
stören.[17] Da wir jedoch Guanin als Elektronendonor ver-
wendeten, entfiel diese Einschränkung. Die Fluoreszenzin-
tensität von II ± VII nahm eindeutig in Abhängigkeit vom

Abstand zwischen ACMA und Guanin ab (siehe Tabelle 1
und Abb. 1). Bei II und V, bei denen Guanin und ACMA
direkt benachbart sind, wurde die Fluoreszenz stark unter-
drückt, und zwar bis auf ca. 2 % von der von I. Die
Fluoreszenzspektren dieser Duplex-DNAs weisen aber nur
unvollständige SASs von ACMA auf (Einschub in Abb. 1).
Diese Spektren enthalten die Banden der Emission von nicht
fixiertem ACMA, vermutlich, weil es zu einem geringen Teil
in extrahelicaler Konformation vorliegen kann.[9 c, 18] Das SAS
ist allerdings eindeutig zu erkennen.

Da ACMA und Guanin über viele Bindungen hinweg
(Alkylkette, Amidbindung und Phosphatgruppe) miteinander
verbunden sind (siehe Schema 1), kann man sich kaum
vorstellen, daû die starke Fluoreszenzlöschung auf einen
Elektronentransfer über diese Entfernung über die Bindun-
gen zurückzuführen sein soll.[19, 20] Man kann vielmehr an-
nehmen, daû ein direkter Elektronentransfer durch die
Basenstapel zwischen ACMA und Guanin stattfindet.[21] Die
intramolekularen Elektronentransfergeschwindigkeiten wur-
den nach Gleichung (2) bestimmt. Dabei ist t0 die in Ab-

ket�
1

t0

F0

F
ÿ 1

� �
(2)

wesenheit eines Quenchers (Guanin), d.h. für I, ermittelte
Lebensdauer des angeregten Zustands. F0 und F sind die
Fluoreszenzquantenausbeuten der ACMA-DNA-Konjugate
ohne (I)[12] bzw. mit Guanin (II ± VIII ; siehe Tabelle 1). Die
Elektronentransfergeschwindigkeiten von II und V wurden
anhand der aus den SASs erhaltenen Quantenausbeuten
berechnet. Die Elektronentransfergeschwindigkeiten werden
mit zunehmendem Abstand zwischen ACMA und Guanin
kleiner (Abb. 2). Die Steigungen der Geraden sind für die 5'-
und für die 3'-Richtung sehr ähnlich, die elektronische
Kopplung ist demnach in beiden Richtungen nahezu iden-
tisch.[26] Es ist bemerkenswert, daû die Summation der
Elektronentransfergeschwindigkeiten der Duplex-DNAs III
und VI, bei denen ACMA und Guanin durch ein d(AT)-

Tabelle 1. Fluoreszenzquantenausbeuten F der ACMA-DNA-Konjugate I ± VIII und Geschwindigkeiten des Elektronentransfers von Guanin auf
angeregtes ACMA in einer DNA-Helix.

Probe[a] Basensequenz Richtung (Abstand [�][b]) F[c] ket [sÿ1][d]

I 5'-ATAATAA[Acr]AATTAAT-3' ± 0.655 ±
3'-TATTATT A TTAATTA-5'

II 5'-ATAATAAG[Acr]AATTAAT-3' 5' (3.4) 0.011 1.4� 1010 [e]

3'-TATTATTC A TTAATTA-5' (0.002)[e]

III 5'-ATAATAAGA[Acr]AATTAAT-3' 5' (6.8) 0.195 1.0� 108

3'-TATTATTCT A TTAATTA-5'
IV 5'-ATAATAAGAA[Acr]AATTAAT-3' 5' (10.2) 0.622 2.3� 106

3'-TATTATTCTT A TTAATTA-5'
V 5'-ATAATAA[Acr]GAATTAAT-3' 3' (3.4) 0.015 9.5� 109[e]

3'-TATTATT A CTTAATTA-5' (0.003)[e]

VI 5'-ATAATAA[Acr]AGAATTAAT-3' 3' (6.8) 0.307 5.0� 107

3'-TATTATT A TCTTAATTA-5'
VII 5'-ATAATAA[Acr]AAGAATTAAT-3' 3' (10.2) 0.647 5.4� 105

3'-TATTATT A TTCTTAATTA-5'
VIII 5'-ATAATAAGA[Acr]AGAATTAAT-3' 3',5' (6.8) 0.139 1.6� 108

3'-TATTATTCT A TCTTAATTA-5'

[a] 2.5 mm in 10 mm Phosphatpuffer (pH 7.2) mit 150 mm NaCl. Die Proben wurden ausgehend von 60 8C langsam abgekühlt und 15 h unter Lichtausschluû
aufbewahrt. [Acr] steht für die basenfreie Verknüpfungsstelle, die über einen Tetramethylen-Linker mit ACMA verbunden ist (siehe Schema 1). [b] Unter
der Annahme eines Abstandes zwischen den Basenpaaren von 3.4 � (siehe Lit.[24]). [c] Messungen bei 0 8C; Anregungswellenlänge 427 nm. [d] Nach
Gleichung 2 bestimmt (siehe Text). [e] Berechnet allein aus der Emission des in einer DNA-Helix fixierten ACMA (siehe Text und Einschub in Abb. 1).
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Abb. 2. Korrelation der Elektronentransfergeschwindigkeit (ket) mit dem
Abstand R in einer DNA-Helix für die Richtungen 5' (*) und 3' (*). Die
durchgezogene Linie ist die Regressionsgerade.

Basenpaar getrennt sind, 1.6(4)� 108 sÿ1 beträgt. Dieser Wert
ist fast identisch mit dem von VIII, in dem ACMA auf beiden
Seiten durch ein d(AT)-Basenpaar von einem Guanin ge-
trennt ist. Dieses Ergebnis ist in Einklang mit einer selektiven
Intercalation von ACMA in die Zielposition,[9 c] und man kann
daraus schlieûen, daû die Intercalation bei ACMA-DNA-
Konjugaten nicht durch ¾nderungen der Basensequenz in der
Nähe der ACMA-Einheit gestört wird.

Der gängigste Ausdruck für die Abhängigkeit von Elek-
tronentransfergeschwindigkeiten von der Entfernung ist
Gleichung (3) zu entnehmen.[19, 22] Dabei stehen b und R für

ket�A eÿbR (3)

die Effektivität der Basenpaare zwischen Donor und
-Acceptor bzw. für deren Abstand voneinander. Setzt man
R (siehe Abb. 2) gleich dem Abstand entlang einer B-DNA-
Helix, d. h. 3.4 � pro Basenstapel[17] , so wird mit Gleich-
ung (3) aus den Elektronentransferdaten der präexponentiel-
le Faktor A� 1.20� 1012 erhalten sowie b� 1.42 �ÿ1. Diese
Werte sind ähnlich denen, die bei Proteinen[19, 22, 23] ermittelt
wurden und deuten darauf hin, daû der DNA-Basenstapel
mäûig vermittelnd wirkt und kein besonderes Medium für
Elektronentransferreaktionen ist. Der b-Wert liegt bemer-
kenswert nahe bei dem, der vor kurzem anhand von
theoretischen Berechnungen vorhergesagt wurde,[24] aller-
dings stimmen die Ergebnisse von theoretischen Berechnun-
gen noch nicht alle überein.[25] Der von uns ermittelte b-Wert
ist aber gröûer als die für den Elektronentransfer in anderen
Farbstoff-DNA-Systemen: 0.91 und 0.86 �ÿ1 für den Transfer
von angeregtem Ethidium bzw. Acridinorange auf N,N'-
Dimethyl-2,7-diazapyrenium (DAP);[3a] 0.73 �ÿ1 für den
Transfer von Cu� auf oxidiertes Ethidium.[5b] Wir erklären
die Unterschiede bei diesen Elektronentransfergeschwindig-
keiten damit, daû sich die Donoren der Systeme in einem
angeregten oder energiereichen Zustand befinden und daher
besser an den entsprechenden energiereichen Zustand in der
DNA gekoppelt sind.[26, 27] Der hier untersuchte Elektronen-
transfer erfolgt aus dem Grundzustand des Guanins heraus,
dessen Energie niedriger ist. Die Elektronenlückenübertra-
gung ist wegen des energetisch hoch liegenden unbesetzten
(Molekül)orbitals der DNA als Übertragungsweg weniger
günstig. Der umgekehrte Elektronentransfer im Sinne einer

Ladungsrekombination, die Übertragung vom reduzierten
DAP auf das oxidierte Ethidium, ergibt einen b-Wert von
1.49 �ÿ1.[3 a] Dieser Wert ist mit dem von uns ermittelten
nahezu identisch. Unsere Daten unterscheiden sich allerdings
sehr von denen von Murphy et al[8a] (b� 0.2 �ÿ1), obwohl der
gleiche Mediator verwendet wurde. Diese groûe Diskrepanz
kann durch die obige Argumentation nicht erklärt werden.

Wir haben also zum ersten Mal weitreichenden Elektro-
nentransfer durch eine DNA-Helix und dessen Abstandsab-
hängigkeit gemessen, wobei wir einen Farbstoff an definierter
Stelle in eine DNA-Helix eingeführt haben. Da sich diese
modifizierten DNA-Moleküle mit einem DNA-Synthesizer
einfach herstellen lassen, kann man auch einen zweiten oder
dritten Farbstoff in die DNA-Struktur einführen und die
Basensequenz ändern. Wir können inzwischen dieses System
verwenden, um die Reorganisationsenergie, den umgekehr-
ten Elektronentransfer und die Auswirkung der Basenstape-
lung[16] der DNA zu beschreiben.

Eingegangen am 21. Juli 1997 [Z 10708]

Stichwörter: Basenstapelung ´ DNA-Oxidation ´ Elektro-
nentransfer ´ Oligonucleotide
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Synthese und Struktur eines [Co2(CO)6]-
komplexierten Propargylkations**
Gagik G. Melikyan,* Stephen Bright, Todd Monroe,
Kenneth I. Hardcastle und Joana Ciurash

Die stark stabilisierende Wirkung von ein- und mehr-
kernigen Übergangsmetallclustern auf benachbarte carbokat-
ionische Zentren ist gut dokumentiert.[1±3] Viele homo- und
heteronucleare Metallkomplexe wurden durch NMR-Spek-
troskopie strukturell charakterisiert.[4] Dagegen konnte die
Röntgenbeugung wegen der thermischen Labilität und ge-
ringen Kristallinität der Salze von Organometallkationen nur
vereinzelt angewendet werden. Als erstes wurden Ferroce-
nyl-[5] und Bis(tricarbonylcyclobutadienyleisen)-stabilisierte[6]

Methylkationen beschrieben, später folgten Verbindungen[7±11]

mit tetraedrisch (oder quasi-tetraedrisch) umgebenen Metall-

kernen (Mo2C2,[7] MoCoC2,[7a, 8, 11] W2C2
[9] und CoFeC2

[11]).
Sowohl die Synthese als auch die Struktur des durch
[Co2(CO)6]-Cluster stabilisierten Propargylkations wurden
gründlich untersucht.[12] Nach NMR-Untersuchungen[13±15]

weist es in zweifacher Hinsicht eine fluktuierende Struktur
auf: Es liegt zum einen eine niedrigenergetische antara-
faciale Bewegung des kationischen Zentrums in Richtung des
einen oder anderen Metallatoms, zum anderen eine energie-
reiche Rotation um die Bindung zwischen dem kationischen
Zentrum und dem Cluster (¹apicaleª C�C-Bindung) vor.[14]

Obwohl das [Co2(CO)6]-komplexierte Propargylkation schon
vor 20 Jahren isoliert wurde,[13 a] war die Kristallstruktur eines
derartigen Kations bislang unbekannt.[2, 12]

Wir berichten hier über die Synthese und die erste
röntgenographische Charakterisierung eines zweifach [Co2-
(CO)6]-stabilisierten Propargylkations, die Teil unserer Un-
tersuchungen über die Chemie p-gebundener Organometall-
radikale und -Carbokationen sind.[16] Durch die Einführung
zweier ladungsstabilisierender Metallalkingruppen in a-Stel-
lung zum kationischen Zentrum strebten wir an, die thermi-
sche Stabilität und Kristallinität der Zielverbindung zu
erhöhen. Die Ausgangsverbindung 1 wurde in Abwandlung
einer Literaturvorschrift[17] synthetisiert (55 %, Schema 1).

Schema 1. Synthese von 4 aus dem Triin 1.

Die Dreifachbindungen von 1 wurden nacheinander mit
[Co2(CO)6]-Gruppen[18] unter Bildung des Mono- und Diclu-
sters 2 bzw. 3[19] geschützt (Abb. 1). Die Umsetzung von 3 mit
HBF4 lieferte das Salz 4 des entsprechenden Komplexkations,
einen schwarzen, bei Raumtemperatur an Luft stabilen
Festkörper, der sich in Lösung (CH2Cl2, Aceton) allerdings
schnell zersetzt.

Die Struktur von 4 wurde anhand von Tieftemperatur-1H-
und -13C-NMR-Spektren (ÿ80 8C) und Röntgenbeugungs-
messungen (ÿ105 8C) bestimmt. Im 1H-NMR-Spektrum sind
die tert-Butylgruppen im Vergleich zu denen des neutralen
Diclusters 3 entschirmt. Die Absolutwerte von Dd für die
Substituenten an der unkomplexierten und den komplexier-
ten Dreifachbindungen von 0.128 bzw. 0.076 deuten auf eine
höhere Empfindlichkeit ersterer gegenüber der Bildung eines
kationischen Zentrums hin. Einkristalle von 4 (Abb. 2)

Ergebnisse wurden unter denselben Bedingungen erhalten. Wir
werden weitere, ausführliche Daten von II ± VIII veröffentlichen.
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