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1. Wprowadzenie 
 

 Niskocząsteczkowe związki karbonylowe należą do obszernej grupy organicznych 

związków chemicznych, które charakteryzują się wysoką lotnością. Dzięki tym cechom 

substancje te są w stanie pobudzać receptory węchowe a tym samym tworzyć wrażenie 

zapachu [1]. Związki zapachowe występują w naturze i mogą zostać wyizolowane 

bezpośrednio z roślin czy zwierząt, co niejednokrotnie jest trudne i kosztowne [2]. Związki 

pochodzenia syntetycznego stanowią doskonałą alternatywę dla surowców naturalnych. 

Przemawiają za tym zarówno  względy ekonomiczne jak i ekologiczne. Synteza nowych 

związków zapachowych stanowi ogromny wkład w przemysł perfumeryjny, kosmetyczny, 

spożywczy i farmaceutyczny, a substancje te znajdują zastosowanie jako składniki wielu 

kompozycji zapachowych. Poszukiwanie nowych związków zapachowych jest także istotne 

ze względu na fakt, że niektóre powszechnie dotąd stosowane aromaty (takie jak np. 

geranylonitryl) ze względu na ich toksyczność, są wycofywane z obrotu.  

Niskocząsteczkowe związki organiczne oprócz atrakcyjnych właściwości sensorycznych 

mogą również hamować wzrost niektórych mikroorganizmów. 

 Wzrost lekooporności związany z występowaniem w środowisku patogenów 

bakteryjnych i grzybowych stanowi realne zagrożenie dla bytu człowieka. Jest to 

spowodowane nadmiernym stosowaniem antybiotykoterapii a także szybka adaptacją 

mikroorganizmów do zmieniających się warunków bytowych. W odpowiedzi na problem 

ciągłego wzrostu oporności mikroorganizmów poszukiwane są nowe substancje 

przeciwdrobnoustrojowe, które będą mogły stanowić alternatywę dla antybiotyków i 

konserwantów [3]. Dynamiczny  rozwój przemysłu kosmetycznego również przyczynił się 

do poszukiwania nowych środków skutecznie zabezpieczających je przed utratą 

przydatności. W przypadku tych produktów nie jest konieczne zachowanie sterylności a 

wystarczające jest jedynie uniemożliwienie namnożenia drobnoustrojów trafiających do 

produktu podczas produkcji czy użytkowania, co mogłoby być zagrożeniem dla 

użytkownika [4].  

 Już w czasach starożytnych interesowano się substancjami pochodzenia naturalnego 

a w szczególności ich właściwościami leczniczymi. Szczególną uwagę poświęcano 

ekstraktom roślinnym i olejkom eterycznym. Produkty te bogate są w zapachowe związki 

organiczne z grupy: aldehydów, ketonów, estrów, alkoholi i.in. Rośliny produkują te 

substancje m.in. w celu ochrony przed pasożytami i drobnoustrojami patogennymi [4]. 
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Odkryto, że substancje te, znajdujące się w tkankach wydzielniczych roślin, posiadają 

aktywność przeciwdrobnoustrojową. Badania w tym zakresie koncentrują się głównie na 

całych kompozycjach a w niewielkim stopniu na wyizolowanych poszczególnych 

składnikach. 

 Z uwagi na wszechstronny potencjał produktów naturalnych warto wykorzystać te 

substancje do tworzenia nowych pochodnych, które mogą wykazywać się właściwościami 

biobójczymi lub biostatycznymi. Lotne związki karbonylowe są powszechnie 

wykorzystywane w kompozycjach zapachowych, ale aktywność przeciwdrobnoustrojowa 

wielu z nich nadal nie została dostatecznie przebadana. Natomiast azotowe pochodne tych 

związków jakimi są oksymy, nie są zbyt często wykorzystywane w kompozycjach 

zapachowych ze względu na obniżoną lotność w stosunku do substratów. Oksymy 

charakteryzują się różnorodną aktywnością biologiczną. Niewiele badań jednak koncentruje 

się na oksymach, które są pochodnymi związków zapachowych. Pochodzące z oksymów 

etery mogą być natomiast ciekawą alternatywą dla powszechnie stosowanych substancji 

wonnych. W przeciwieństwie do samych oksymów charakteryzuje je wysoka lotność. 

Pomimo to, substancje te nie są powszechnie wykorzystywane w kompozycjach 

zapachowych, chociaż często charakteryzują się ciekawymi profilami zapachowymi. 

Ponadto obecność atomu azotu w tych cząsteczkach może się przyczynić do wzrostu ich 

aktywności przeciwdrobnoustrojowej [5].  

 W niniejszej pracy przedstawiono syntezę nowych nieopisanych dotąd w literaturze 

azotowych pochodnych lotnych związków karbonylowych – eterów oksymów. Analizę 

aktywności przeciwdrobnoustrojowej tych związków oraz substratów (związków 

karbonylowych i oksymów). W toku badań wykazano, że niektóre z  eterów oksymów 

charakteryzują się porównywalną aktywnością przeciwdrobnoustrojową jak inne substancje 

pochodzenia naturalnego jak chociażby olejki eteryczne czy inne związki zapachowe. 

Ponadto wybrane etery oksymów poddano analizie zapachowej: określeniu ich profili 

zapachowych i progów wyczuwalności zapachu.  
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2. Przegląd literatury 

2.1. Lotne związki organiczne 

  

Lotne związki organiczne (LZO) stanowią obszerną grupę związków chemicznych 

obejmujących związki o masie poniżej 300 Da. Charakteryzują się one słabą 

rozpuszczalnością i dużą prężnością pary, zdolne są one do wywoływania wrażenia zapachu 

poprzez pobudzanie nabłonka węchowego w nosie człowieka. Związki zapachowe utleniają 

się bowiem już w temperaturze otoczenia [6]. Występują one w naturze, zarówno w 

roślinach jak i zwierzętach  jako metabolity wtórne. Wyizolowanie tych substancji ze źródeł 

naturalnych jest często skomplikowane i kosztowne. Pozyskuje się je najczęściej w postaci 

ekstraktów roślinnych, czy olejków eterycznych, które stanowią mieszaninę wielu 

związków chemicznych.   

Już od zarania dziejów człowiek próbował zmieniać zapach swojego ciała aby 

skutecznie wtopić się w otoczenie wyróżnić się spośród dużej grupy ludzi, albo zyskać na 

atrakcyjności a także by chronić się przed infekcjami. Pierwsze zapiski o stosowaniu 

substancji zapachowych, w powyższych celach, pochodzą już ze starożytności. W tamtym 

okresie stosowano „wonności”, które najczęściej były tłuszczami nasączonymi ekstraktami 

roślinnymi czy olejkami eterycznymi. Poszczególne pachnidła różniły się między sobą 

zapachem oraz funkcją w zależności od rejonu globu. W Egipcie oprócz walorów 

estetycznych stosowano je do balsamowania zwłok, gdzie dodatkowo wykorzystywano 

właściwości antyseptyczne takich surowców zapachowych jak mirra czy galbanum. 

Również na bliskim wschodzie substancje zapachowe były elementem obrządków 

religijnych takich jak namaszczenie ciał czy kadzenie. Na obszarach należących do 

starożytnej Grecji czy Rzymu a także Indii czy Chin znaleziono liczne dowody na 

stosowanie różnych kompozycji zapachowych. W średniowieczu we Francji powstał 

pierwszy cech perfumiarzy formalizując tym samym zawód osoby zajmującej się 

dobieraniem kompozycji zapachowych. Pierwsze perfumy w znanej nam obecnie formie 

powstały na Węgrzech w XIII w. W tym celu po raz pierwszy zastosowano destylację 

alkoholu i tak powstała Woda Królowej Węgier, która była wodno-alkoholowym destylatem 

rozmarynu i tymianku. Do czasów obecnych receptura „wody węgierskiej” została 

wielokrotnie zmodyfikowana, jednakże produkowana jest do dnia dzisiejszego. Pierwsze 

fabryki produkujące perfumy seryjnie powstały w XIII w. to z tamtej epoki pochodzą takie 

firmy jak Galimard, Farina, Yardley, Muelhens, czy Lubin [7].  
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Dopiero pod koniec XIX w. zaczęto analizować kompozycje zapachowe pod kątem 

ich składu jak również zapoczątkowano wtedy wyodrębnianie i analizę poszczególnych ich 

składników [8]. Obecnie alternatywą dla pozyskiwania tych substancji ze źródeł naturalnych 

jest ich produkcja w warunkach laboratoryjnych. Drogą syntezy chemicznej pozyskuje się 

zarówno substancje występujące w naturze np. cytral, mentol czy limonen ale również 

substancje zupełnie nowe nie posiadające naturalnych odpowiedników np. keton piżmowy 

[7]. Pośród związków zapachowych możemy wyróżnić związki należące do rozmaitych grup 

chemicznych, jak chociażby: aldehydy, ketony, alkohole, fenole, estry, etery, węglowodory 

alifatyczne i.in. [6]. Cechą wspólną wszystkich tych substancji jest obecność grupy 

funkcyjnej tzw. grupy osmoforowej. Dzięki jej obecności związek jest nośnikiem zapachu. 

W zależności od właściwości grupy osmoforowej dany związek może stwarzać różne 

wrażenia węchowe. Substancje posiadające w swojej strukturze grupy z atomem tlenu np. 

hydroksylowe czy karbonylowe odpowiadają za zapachy przyjemne. Natomiast związki, 

które w swojej strukturze mają grupy zawierające atom siarki (grupa tioformylowa, 

tioeterowa itp.) lub azotu (grupa aminowa) odpowiadają za zapachy nieprzyjemne [9]. 

Zapach danego związku charakteryzuje się najczęściej poprzez jego: trwałość, charakter 

oraz intensywność. Pierwszy parametr odpowiada okresowi czasu przez jaki zapach 

utrzymuje się po naniesieniu na różne powierzchnie. Charakter zapachu określany jest 

poprzez subiektywne odczucie jakie wywołuje – skojarzenie [10]. Na ich podstawie zapachy 

można zakwalifikować do takich grup jak:  zielony, owocowy, kwiatowy, tłusty-

aldehydowy, ziołowy, zwierzęco-piżmowy, ambrowy, drzewny, korzenny, balsamiczno-

grzybowy, chemiczny i inny [7]. Intensywność zapachu określana jest jako siła danego 

zapachu i mierzona jest w ppm, określa ona najmniejsze wyczuwalne stężenie zapachu [10].  

Dzięki syntezie nowych substancji zapachowych nastąpił przełom w przemyśle 

perfumeryjnym. Nowe substancje dały perfumiarzom możliwość komponowania nowych, 

niespotykanych dotąd zapachów (Tabela 1). Pierwszym zapachem z syntetyczną substancją 

był Fougere Royale Houbigant z 1882 r. a najbardziej znanym Chanel No. 5 z 1922 r. Został 

on zaprojektowany na początku XX w. przez Ernesta Beauxa. Nieznany wcześniej element 

kompozycji stanowią aldehydy alifatyczne, które posiadają charakterystyczną tłustą nutę 

zapachową i już w niewielkiej ilości charakteryzują się dużą intensywnością.  
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Tab. 1 Przykłady zastosowania substancji syntetycznych w perfumach z XX i XIX w. [7,11] 

Dekada Syntetyki zapachowe Zastosowania 

1900 Kumaryna, heliotropina „Coty L’Origan” 

1910 Undekalakton „Guerlain Mitsuoko” 

1920 aldehydy C10, C11, C12 „Chanel No. 5” 

1930 Octan fenyloetylu, civettone „Dana Tabu” 

1940 
hydroksycytronelal, keton 

piżmowy 
„Nina Ricci L’Air du Temps” 

1950 
Salicylan izoamylu, octan 

cedrylu, piżma nitrowe 
„Estée LauderYouth Dew” 

1960 

Octan 4-tert-

butylocykloheksenylu, 

Salicylan (Z)-3-heksenylu 

„Guy Laroche Fidji” 

1970 Dihydrojasmonian metylu „Chanel No. 19” 

1980 Brasynal etylu, Helional „Calvin Klein Obsession” 

1990 
Dihydromyrcenol, Piżma 

cykliczne, Ambrox 
„Davidoff Cool Water” 

2000 Kaszmeran „Versace Crystal Noir” 

2010 Hedion „Dior J’adore Voile” 

2020 Lorenox 
„Calvin Klein Eternity 

Cologne For Men” 

 

2.1.1 Regulacje prawne dotyczące substancji zapachowych 

 

Regulacje prawne dotyczące substancji zapachowych obejmują dwa obszary: normy 

jakościowe oraz zagadnienia dotyczące bezpieczeństwa stosowania danych substancji w 

wyrobach. Pośród obszarów dotyczących standardów jakości można znaleźć zapisy w wielu 

różnych systemach norm takich jak ISO (International Standard Organisation) czy CEN 

(Comité Européen de Normalisation) dotyczą one w dużej mierze olejków eterycznych. W 

stosunku do substancji zapachowych syntetycznych stosuje się głównie standardy 

wewnętrzne poszczególnych dostawców. Ponadto istnieje kilka międzynarodowych 

organizacji zajmujących się handlem, aspektami produkcji i zastosowaniem poszczególnych 

substancji zapachowych. Zaliczyć do nich możemy IFEAT (Międzynarodowa Federacja 

Handlu Olejkami Eterycznymi i Aromatami), która zajmuje się aspektami bezpieczeństwa 

obrotu substancjami zapachowymi, IFRA (Międzynarodowe Stowarzyszenie Substancji 
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Zapachowych) zajmujące się zasadami produkcji i stosowania substancji zapachowych 

nazywane standardami IFRA, IOFI będący podobną organizacją do IFRA jednak 

koncentrującą się na aromatach spożywczych, a także RIFM (Instytut Badania Substancji 

Zapachowych), który jest organizacją pozarządową zajmującą się badaniem bezpieczeństwa 

poszczególnych substancji zapachowych [7]. W dużej mierze regulacjami syntetycznych 

substancji zapachowych zajmuje się IFRA. Regularnie publikowane są „Standardy IFRA” 

informujące o bezpieczeństwie poszczególnych substancji a także o wycofywaniu ich z 

obrotu. Ponadto zawarta w nich informacja o zagrożeniach i ograniczeniach w zależności od 

poszczególnych wyrobów, w których znajdą zastosowanie. W ścisłej współpracy z RIFM 

wyliczane są czynniki ryzyka ekspozycji i dopuszczalne limity zawartości poszczególnych 

składników z uwzględnieniem właściwości drażniących. Spełnienie wszystkich standardów 

przez daną kompozycję zapachową jest asygnowane certyfikatem zgodności z IFRA [12]. 

Polskie regulacje spisane są w ustawie o kosmetykach z dnia 30 marca 2001 Dz.U. 2001 nr 

42 poz. 473 wraz z późniejszymi zmianami. W dokumencie tym zawarte są w kilku punktach 

informacje o kompozycjach zapachowych, zestawienie substancji niedozwolonych w 

kosmetykach a także listę dopuszczalnych substancji konserwujących. W zapisach tej 

ustawy pojawiły się również informacje o substancjach, które mogą powodować alergię u 

niektórych użytkowników [13].  

2.1.2. Syntetyczne substancje zapachowe – niskocząsteczkowe związki karbonylowe 

 

Do grupy aldehydów zaliczamy organiczne związki chemiczne, zarówno o budowie 

alifatycznej jak i aromatycznej, które na końcu łańcucha węglowego posiadają grupę 

karbonylową [14]. Związki te opisujemy wzorem ogólnym RCHO, gdzie grupa 

karbonylowa powiązana jest z atomem wodoru. Aldehydy z poszczególnych podgrup 

znajdują wykorzystanie w kompozycjach zapachowych jako składniki syntetyczne. 

Możemy wyróżnić substancje takie jak: aldehyd C-12 metylo-n-nonylooctowy (MNA), 

aldehyd benzoesowy, cetonal ® czy melonal (Tabela 2) [7,11] Ketony są to organiczne 

związki chemiczne, które mogą mieć budowę zarówno alifatyczną, jak i aromatyczną. 

Związki te opisujemy wzorem ogólnym RR’CO, gdzie z grupą karbonylową powiązane są 

dwie grupy organiczne [15]. Ketony znajdują dużo szersze zastosowanie w kompozycjach 

zapachowych jako składniki zapachowe. Pośród nich wyróżnić możemy: cywetton, 

benzofenon, timbersilkTM, damaskon czy calone (Tabela 2) [7,11]. 
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Tab. 2 Przykładowe syntetyczne substancje zapachowe z grupy aldehydów i ketonów z profilami zapachowymi [7,11,16] 

Nazwa Profil zapachowy 

MNA 
zielono-ziołowy z nutami tłusto-

aldehydowymi 

Aldehyd benzoesowy 
gorzkie migdały z nutami słodkimi, 

korzennymi 

Cetonal ® drzewny, skórzany z nutami tytoniu, irysu 

Melonal świeży, słodki z nutami arbuza, melona, ozonu 

Cywetton piżmowo-zwierzęcy 

Benzofenon 
kwiatowy z nutami różanymi, 

brzoskwiniowymi, miodowymi 

Timbersilk TM 
drzewno-ambrowy z nutami kwiatowymi, 

fiołkowymi 

Damaskon 
drzewny z nutami miętowymi, kwiatowymi, 

owocowymi 

Calone 
świeży, wodnisty z nutami melonowymi, 

morskimi 

 

Cechą charakterystyczną aldehydów i ketonów dzięki obecności grupy karbonylowej 

jest ich polarność, przez co związki te mają wyższą temperaturę wrzenia niż niepolarne 

związki o tej samej masie cząsteczkowej. Ponadto związki te nie tworzą wiązań 

wodorowych pomiędzy sobą, gdyż wszystkie atomy wodoru w tych cząsteczkach powiązane 

są z atomami węgla. Addycja nukleofilowa jest reakcją charakterystyczną dla związków, w 

których strukturze obecna jest grupa karbonylowa. Elektrony π wiązania podwójnego 

między atomem tlenu i wodoru wykazują się dużą ruchliwością, przez co ulegają 

przesunięciu w kierunku atomu tlenu. Wynikiem tego jest nadmiar elektronów przy atomie 

tlenu tej grupy a ich deficyt przy atomie węgla. Ponieważ wiązanie to ma płaską budowę 

możliwy jest atak zarówno od góry jak i od dołu w kierunku prostopadłym. W reakcjach 

addycji nukleofilowej (Schemat 1) istotnym etapem jest wytworzenie wiązania z atomem 

węgla, który ma charakter kwasowy. Dlatego też grupa karbonylowa jest najbardziej podatna 

na reakcje z czynnikami nukleofilowymi, które bogate są w elektrony a więc z zasadami 

[15]. Przykładem takiej reakcji może być addycja pochodnych amoniaku np. 

hydroksyloaminy, która prowadzi do powstawania oksymów i zostanie dokładniej opisana 

w późniejszym rozdziale. 
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Schemat 1 Ogólny schemat reakcji addycji nukleofilowej charakterystycznej dla związków posiadających grupę 
karbonylową 

2.1.2. Syntetyczne substancje zapachowe - terpenoidy 

 

Terpenoidy stanowią jedną z największych, charakterystycznych grup pośród 

lotnych związków organicznych. Związki te występują w naturze głównie jako metabolity 

wtórne, ale również jako związki sygnalizujące, ochronne czy obronne [17]. Substancje te 

mają budowę podjednostkową, gdzie pojedynczą jednostkę stanowi izopren. Ponieważ 

izopren (2-metylobuta-1,3-dien) zbudowany jest z pięciu atomów węgla, liczba tych atomów 

w terpenoidach jest wielokrotnością liczby pięć [18]. Wyróżnić możemy więc 

hemiterpenoidy (jedna podjednostka), monoterpenoidy (dwie podjednostki), 

seskwisterpenoidy (trzy podjednostki), diterpenoidy (cztery podjednostki), sesterterpenoidy 

(pięć podjednostek), triterpenoidy (sześć podjednostek), tetraterpenoidy (siedem 

podjednostek) oraz poliizoprenoidy (osiem i więcej podjednostek).  

Pod koniec XIX w. zaproponowano regułę budowy terpenów – regułę izoprenową. 

Według tej zasady, poszczególne podjednostki mogą się między sobą łączyć w dowolny 

sposób, jednakże każda pochodna z poszczególnej klasy terpenoidów pochodzi od 

pojedynczego związku charakterystycznego. Ponadto opisano trzy wariacje połączeń 

podjednostek izoprenowych: ogon-ogon (z ang. tail-to-tail), głowa-głowa (z ang. head-to-

head) oraz głowa-ogon (z ang. head-to-tail) (Rysunek 1). W naturze najczęściej występuje 

połączenie głowa-ogon, połączenie ogon-ogon występuje sporadycznie pośród 

karotenoidów i steroidów, natomiast połączenie ogon-ogon w naturze nie występuje. 

Powstające w ten sposób szkielety ulegają dalszym modyfikacjom jak chociażby połączeniu 

w pierścienie lub funkcjonalizacji przez inne heteroatomy [10].  



12 
 

 

Rys. 1 Struktura izoprenu oraz sposoby łączenia jednostek izoprenowych 

Biosynteza terpenoidów zachodzi m.in. w szlaku mewalonowym. Główny etap 

powstawania tych związków obejmuje proces kondensacji difosforanu izopentenylu (IPP) z 

difosforanem dimetyloallilu (DMAPP). Produktami tej reakcji są prekursory (jednostki 

dziesięciowęglowe o formie cis i trans). Obecność chiralnego atomu węgla w ich strukturze 

powoduje, że terpenoidy mogą występować w formie dwóch enancjomerów [10].  

Pośród terpenoidów, które znajdują zastosowanie jako składniki kompozycji 

zapachowych wyróżnić możemy mentol o zapachu chłodzącym, miętowym, cytral o 

zapachu cytrynowym, słodkim, owocowym czy też α-jonon o zapachu kwiatowym, 

fiołkowym [7]. Ponadto wiele ze związków posiadających strukturę izoprenową wykazuje 

aktywność biologiczną [19]. 

2.2. Azotowe pochodne związków zapachowych 

2.2.1 Oksymy  

 

Oksymy należą do grupy imin, są pochodnymi hydroksyloaminy i charakteryzuje je 

wiązanie podwójne między atomem węgla i azotu. Oksymy opisuje się wzorem ogólnym 

RR’C=NOH, reszta R to alifatyczny lub aromatyczny łańcuch, a reszta R’ to atom wodoru 

lub inna reszta organiczna (Rysunek 2). Dzięki obecności charakterystycznego wiązania 

podwójnego każdy oksym posiada dwa stereoizomery (Z) i (E) [20], jednakże to izomery E 

są bardziej aktywne biologicznie. Podczas syntezy chemicznej uzyskuje się najczęściej oba 

izomery, które następnie można całkowicie rozdzielić [21]. Poprzez reakcję 
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hydroksyloaminy z aldehydem lub ketonem tworzone są odpowiednio aldoksymy i 

ketoksymy. Oksymy w większości mają charakter słabo amfoteryczny, poprzez obecność 

słabo zasadowego atomu azotu i słabo kwasowej grupy hydroksylowej [20].   

 

Rys. 2 Wzór ogólny aldoksymu i ketoksymu 

Oksymy są jednymi ze związków powstających na drodze addycji nukleofilowej 

jednej z pochodnych amoniaku, hydroksyloaminy (Schemat 2). Substancja ta ma charakter 

zasadowy i reagując z kwasami tworzy sól – chlorowodorek hydroksloaminy, który jest 

stabilniejszy, ponieważ trudniej utlenia się z tlenem obecnym w powietrzu. W reakcji ze 

związkiem karbonylowym substancje te poddaje się działaniu zasady aby wyprzeć 

hydroksylaminę z soli. Sama reakcja musi przebiegać w środowisku dość kwaśnym aby 

zapewnić wystarczającą ilość protonowanego związku karbonylowego. Zbyt kwaśne  

środowisko może natomiast przyczynić się do obniżenia stężenia wolnego związku 

azotowego [15]. 

 

Schemat 2 Ogólny schemat addycji nukleofilowej hydroksyloaminy do ketonu lub aldehydu gdzie R’ to reszta organiczna 
lub atom wodoru 

Związki te również występują w naturze, w roślinach najczęściej jako prekursory w 

szlakach biosyntezy metabolitów wtórnych, związanych z systemami ochronnymi np. jako 

półprodukty w syntezie glikozydów cyjanogenicznych. Większość z nich wytwarzana jest 

w cytochromie P450 z rodziny CYP79. Teoretycznie więc wszystkie kwitnące rośliny 

posiadające CYP79 zdolne są do wytwarzania oksymów. Oksymy uwalniane są z roślin w 

formie lotnej a jedynie te związane w postaci glikozydów są w niej magazynowane. 

Ponieważ oksymy pełnią funkcję przejściową w szlakach biosyntezy innych metabolitów, 

ich stężenie jest niskie, przez co często zostają one pomijane w oznaczeniach w próbkach 

biologicznych [21]. U zwierząt natomiast biorą udział m.in. w komunikacji zapachowej 

między osobnikami. Ponadto biorą one udział w różnych procesach metabolicznych np. 

aminokwasów [22].  
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Tab. 3 Oksymy wykorzystywane w kompozycjach zapachowych [16,30]. 

Nazwa Struktura Profil zapachowy 

Stemon 

 

zielony, przypominający 

rozdrobnione liście figowe 

Oksym 3,5,5-

trimetyloheksanalu  

zielony, wetiwerowy, 

drzewny z nutami 

miętowymi, kamforowymi, 

czarnej porzeczki, grejpfruta 

Oksym 3,7-dimetylooktanalu 
 

ziemisto-zielony z nutami 

różanymi 

Oksym oktan-3-onu 

 

ziemisto-zielony z nutami 

mchu 

Oksym 2,6-dimetylo-5-

heptanalu 
 

kwiatowy z nutą gardenii 

Oksym cytralu 

 

spleśniały z nutami 

wodorostów 

Oksym cytronellalu 

 

liściasto-zielony z nutami 

różanymi, cytrusowymi 

Oksym Buchu 

 

owocowo-ziołowy z nutami 

buchu – liści czarnej 

porzeczki 

Oksym Cassis 

 

Owocowy, porzeczkowy z 

nutami grejpfruta, szałwii 
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Ugrupowanie oksymowe może ulegać biotransformacjom np. na drodze utleniania 

czy redukcji. Najważniejszą cechą oksymów jest ich zdolność do kompleksowania metali, 

dzięki czemu mogą one pełnić funkcję inhibitorów metaloenzymów [23]. Ponadto związki 

te charakteryzuje zdolność do pełnienia roli katalizatora drugiej i kolejnej generacji w 

procesach biokoniugacji [24]. Co więcej oksymy wykorzystuje się w implementacji 

reaktywnych grup karbonylowych i donora par elektronów do biocząteczek [25]. 

Oksymy charakteryzują się wieloma różnymi aktywnościami biologicznymi. Pośród nich 

wyróżnić możemy aktywność przeciwdrobnoustrojową, przeciwnowotworową, 

przeciwzapalną, antyutleniającą [26]. Związki te znane są jako środki terapeutyczne w 

leczeniu zatruć środkami fosforoorganicznymi (OP) a także w leczeniu infekcji 

drobnoustrojowych, jako antybiotyki. Należąca do klasy antybiotyków β-laktamowych 

nokardycyna A posiada w swojej strukturze ugrupowanie oksymowe [27]. Modyfikacje 

istniejących już antybiotyków np. cefalosporyn poprzez wprowadzenie ugrupowań 

oksymowych zostało uznane przez wielu naukowców jako dobry kierunek w rozwoju badań 

nad aktywnością przeciwdrobnoustrojową [26].  Problematyczna w zastosowaniu oksymów 

jako środków terapeutycznych jest ich stosunkowo słaba rozpuszczalność w wodzie. W tym 

celu wprowadza się rozmaite modyfikacje ugrupowania oksymowego, poprzez ich 

estryfikację czy eteryfikację [28]. Ważną cechą charakterystyczną dla oksymów jest 

mechanizm alkilowania a w szczególności O-alkilowania, który zostanie opisany w 

kolejnym podrozdziale. Niektóre spośród oksymów mimo niższej lotności niż ich substraty 

charakteryzują się ciekawymi profilami zapachowymi [29], jednakże niewiele z nich jest 

wykorzystywane w kompozycjach zapachowych (Tabela 3).  

2.2.2 Etery oksymów 

 

Jedną z charakterystycznych pochodnych oksymów są okso-imino etery, w 

uproszczeniu etery oksymów. Związki te stanowią ważny element syntezy organicznej. Są 

one wykorzystywane w syntezie różnych związków zawierających tlen i azot np. amin, 

nitryli, β-aminokwasów czy laktamów. 

Jedną z popularnych metod pozyskiwania O-eterów oksymów jest reakcja O-

alkilowania z halogenkami alkilowymi oraz w obecności silnego reduktora np. wodorku 

sodu (Schemat 3). W reakcji tej stosuje się najczęściej jodki i bromki, które w porównaniu 

do chlorków zapewniają znacznie wyższe wydajności reakcji [31]. 
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Schemat 3 Ogólny schemat reakji O-alkilowania 

Związki te wykazują się rozmaitymi aktywnościami biologicznymi m.in. 

przeciwdrobnoustrojową czy przeciwnowotworową. Znajdują one zastosowanie jako środki 

ochrony roślin w postaci larwicydów czy pestycydów. Motyw eteru oksymu możemy 

znaleźć również pośród antybiotyków np. w roksytromycynie. Substancja ta należy do grupy 

makrolidów i stosowana jest w terapii zakażeń bakteriami z rodzaju Legionella czy 

Chlamydia. Innym powszechnie stosowanym lekiem z takim motywem jest oksykonazol 

stosowany w leczeniu grzybicy skóry a także  malenian fluwoksaminy stosowany w leczeniu 

zaburzeń obsesyjno-kompulsywnych [32]. Etery oksymów nie występują powszechnie w 

naturze. Jednym z niewielu przykładów jest eter O-metylowy fenyloacetaldehydu 

występujący w śladowych ilościach m.in. ok. 0.3-0.7% w gardenii tahitańskiej [33].  

Ponadto okso-imino etery wykazują się ciekawymi profilami zapachowymi i 

analizuje się te związki pod względem ich potencjału zapachowego. Jak do tej pory związki 

te nie są powszechnie stosowane w kompozycjach zapachowych. Istnieją jedynie trzy 

patenty potwierdzające ich zastosowanie  w kompozycjach zapachowych. Dwa należące do 

International Flavors & Fragrances Inc. [34,35] oraz jeden należący do Givaudan [36]. 

Głównie dotyczą one prostych eterów metylowych oksymów aldehydów stosowanych 

powszechnie jako składniki kompozycji zapachowych. 

2.3. Aspekty dezynfekcji w różnych gałęziach przemysłu 

2.3.1 Chemiczne środki dezynfekcyjne 

 

 Zagadnienie dezynfekcji jest bardzo szerokie, ponieważ obejmuje dezynfekcję: 

higieniczną, powierzchni a także pomieszczeń, w których produkowana jest żywność czy 

hodowane są zwierzęta. Dezynfekuje się również wodę pitną, basenową, ścieki czy 

powietrze. W tym celu wykorzystuje się środki biobójcze o różnym deklarowanym działaniu 

wobec bakterii, grzybów i wirusów. Wymogi jakie musi spełniać dany środek są zależne od 

dziedziny oraz obszaru jego wykorzystania. Wyróżniamy głównie obszar medyczny, 

przemysłowy, spożywczy, domowy i.in. Efektywność dezynfekcji zależy od czasu działania 

i zastosowanego stężenia preparatu a także niektórych parametrów fizycznych. Pośród 

substancji aktywnych dezynfektantów wyróżniamy: fenole i ich pochodne, alkohole, 
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aldehydy, związki zawierające aktywny chlor, tlen i.in. W formulacjach pojawiają się 

również inne substancje odpowiedzialne za dodatkowe walory produktu jak np. cechy 

myjące, zapobiegające korozji, wzmacniające efekt biobójczy czy też wspomagające 

stabilność całego produktu [37,38].  

 Preparaty alkoholowe oparte są najczęściej na alkoholu n-propylowym, izo-

propylowym czy etylowym. Są wykorzystywane najczęściej w dezynfekcji higienicznej a 

także do dezynfekcji niewielkich powierzchni. Posiadają wysoką efektywność wobec 

bakterii zarówno Gram dodatnich jak i Gram ujemnych a także wirusów osłonkowych. 

Cechują się średnią aktywnością wobec prątków, grzybów i części wirusów 

bezosłonkowych. Preparaty aldehydowe oparte są na formaldehydzie, glikosalu czy 

aldehydzie bursztynowym i glutarowym. Objęte są one jednak licznymi ograniczeniami, co 

spowodowane jest ich działaniem drażniącym czy mutagennym. Aldehydowe dezynfektanty 

wykazują dobrą efektywność wobec bakterii, prątków, grzybów i wirusów osłonkowych a 

średnią wobec przetrwalników i wirusów bezosłonkowych. Stosowane są najczęściej do 

dezynfekcji powierzchni. Preparaty oparte na aktywnym działaniu chloru są nietrwałe i 

opierają się głównie na podchlorynach, dichloroizocyjanuranie  sodu czy chloroaminach. 

Dobrze działają na bakterie, przetrwalniki i wirusy osłonkowe. W stopniu umiarkowanym 

są efektywne wobec prątków, grzybów i wirusów bezosłonkowych. Substancje, których 

działanie wynika z obecności aktywnych form tlenu oparte są m.in. na kwasie nadoctowym, 

mononadsiarczanie potasu czy peroksyftalanie magnezu. Podobnie jak środki oparte na 

aktywnym działaniu chloru są nietrwałe a dodatkowo mogą też powodować korozję. 

Charakteryzują się wysoką aktywnością wobec bakterii i wirusów osłonkowych, średnią 

wobec grzybów, przetrwalników i wirusów bezosłonkowych a umiarkowaną wobec 

prątków. Preparaty fenolowe są stopniowo wypierane z zastosowania przez inne środki z 

powodu ich działania drażniącego, a także negatywnego wpływu na układ nerwowy i 

oddechowy [38].  

2.3.2. Aspekty prawne związane ze środkami do dezynfekcji 

 

Wprowadzenie produktów biobójczych do obrotu opisane jest w ustawie z dnia 9 

października 2015 o produktach biobójczych (Dz. U. 2015 poz. 1926) wraz z późniejszymi 

zmianami a także Rozporządzenie Parlamentu Europejskiego i Rady UE nr 528/2012 z 22 

maja 2012 r. w sprawie udostępnienia na rynku i stosowania produktów biobójczych. Oba 

te uregulowania prawne regulują standardy jakie musi spełniać dany środek aby trafić do 
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Wykazu Produktów Biobójczych. Zaliczyć możemy do nich wszelkie pozwolenia i 

zezwolenia, a także zatwierdzenie substancji czynnych. Producent zobowiązany jest 

przedstawić charakterystykę produktu biobójczego zawierającą m.in. szczegółową 

informację o substancjach czynnych (w tym nazwę, nr CAS oraz zawartość w produkcie), 

informację o przeznaczeniu produktu z uwzględnieniem grupy produktowej i postaci 

użytkowej oraz okres ważności produktu. Ponadto nałożono na niego obowiązek 

sporządzenia i przedstawienia karty charakterystyki produktu przygotowanej zgodnie z 

rozporządzeniem (WE) nr 1907/2006 Parlamentu Europejskiego i Rady z dnia 18 grudnia 

2006 r.  oraz sprawozdanie z badań nad skutecznością środka przeprowadzonych zgodnie z 

normami międzynarodowymi lub/i krajowymi [39].  

Wybór odpowiedniej metody oceny skuteczności dezynfektanta zależy od 

przeznaczenia danego produktu z uwzględnieniem występujących drobnoustrojów, miejsca 

zastosowania czy warunków środowiska. Informacje na ten temat można znaleźć w normie 

PN-EN 14885 :2019 „Chemiczne środki dezynfekcyjne i antyseptyczne - Zastosowanie 

norm europejskich dotyczących chemicznych środków dezynfekcyjnych i 

antyseptycznych”, która jest zestawieniem opublikowanych norm służących do oceny 

skuteczności środków dezynfekcyjnych w poszczególnych obszarach wykorzystania jak 

również zawiera informację o doborze warunków przeprowadzanego testu [40]. Dobranie 

odpowiednich testów daje gwarancję skuteczności produktu. 

2.3.4 Mikroorganizmy w badaniach nad środkami dezynfekującymi w obszarze 

spożywczym, przemysłowym, domowym i instytucjonalnym 

 

Tak jak już wspomniałam w poprzednim rozdziale norma europejska określa 

szczegółowe warunki przeprowadzanego testu. W tym również informację o 

poszczególnych mikroorganizmach, wobec których udowodniona musi zostać aktywność 

biobójcza. Dla poszczególnych obszarów zastosowania sprecyzowane są grupy 

mikroorganizmów, wobec których aktywność musi zostać obligatoryjnie udowodniona a 

także grupy dodatkowych mikroorganizmów wskazanych do kontroli [40]. W celu oceny 

praktycznego działania poszczególnych produktów przeprowadza się badania ilościowe w 

dwóch fazach/etapach w celu odzwierciedlenia skuteczności w określonych warunkach  

działania i uzyskania wymaganego poziomu redukcji mikroorganizmów [41]. Na potrzeby 

niniejszej pracy skupię się na omówieniu mikroorganizmów objętych normami  PN-EN 

1276:2019, PN-EN 13697+A1:2019, PN-EN 1650:2019 i PN-EN 13623:2021. Normy te 
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obejmują wybrane szczepy bakterii: Escherichia coli, Pseudomonas aeruginosa, Legionella 

pneumophila, Enterococcus hirae, Staphylococcus aureus, oraz drożdży i pleśni Candida 

albicans i Aspergillus brasiliensis (Tabela 4) są to mikroorganizmy wymagane do określenia 

aktywności bakteriobójczej i grzybobójczej.  

Poszczególne szczepy bakteryjne spośród wymienionych gatunków mogą być 

patogenami oportunistycznymi. Ponadto należą one do mikroorganizmów związanych z 

fizjologiczną mikroflorą człowieka (E. coli, S. aureus, E. hirae), bytują w glebie i wodzie 

(P. aeruginosa, E. coli, L. pneumophila). Bakterie z gatunku E. coli są jednymi z najbardziej 

rozpowszechnionych mikroorganizmów w środowisku. W organizmie człowieka 

wspomagają trawienie i biorą udział w produkcji witamin z grupy B i K [42]. Patogenne E. 

coli odpowiedzialne są za zakażenia w obrębie przewodu pokarmowego (IPEC) oraz 

wywołujące choroby pozajelitowe (EXPEC). Uważa się że aż 16% chorób przenoszonych 

przez żywność powiązana jest z bakteriami tego gatunku [43]. Cechą charakterystyczną tej 

bakterii jest zdolność do wytwarzania barwników. Wśród nich wyróżnić możemy: 

niebiesko-zieloną piocyjaninę, fluoryzującą na zielono w UV fluoresceinę, czerwoną 

piorubinę oraz brązową melaninę. Patogenne szczepy P. aeruginosa są jednymi 

najgroźniejszych gatunków powodujących zakażenia wewnątrzszpitalne. Jest to bakteria 

odporna na wiele antybiotyków, ponieważ posiada nieprzepuszczalną ścianę i błonę 

komórkową. Jest to również jeden z niewielu mikroorganizmów dla których udało się 

opracować szczepionkę przeciwko zakażeniom bakteriami z tego gatunku. Pseudovac® 

firmy Biomed stosowana jest m.in. w profilaktyce zakażeń ran oparzeniowych [44]. Ponadto 

wykazano, że niepatogenne szczepy pałeczki ropy błękitnej są w stanie funkcjonować na 

obszarach skażenia ropą naftową i są w stanie rozkładać ropę naftową, do krótszych n-

alkanów [45].  L. pneumophila rozmnażają się w amebach a człowiek jest jedynie ich 

przypadkowym żywicielem [46].  Bakteria ta powoduje dwie odrębne choroby tj. chorobę 

legionistów i gorączkę Pontiac. Do zakażenia dochodzi drogą kropelkową poprzez 

rozprzestrzenianie skażonych aerozoli np. przez klimatyzatory a także przez skażoną wodę 

np. pod prysznicem, w fontannach itp. [47] Leczenie zakażeń Legionella sp. poza 

wzrastającą lekoopornością utrudnia zdolność bakterii do tworzenia biofilmu a tym samym 

zwiększona jej odporność na antybiotyki np. azytromycynę czy ciprofloksacynę [48]. 

Bakterie te produkują specyficzne białka zewnątrzkomórkowe (Esp) oraz substancje 

agregujące (Agg), które odpowiadają za kolonizację gospodarza [49]. Bakterie z gatunku E. 

hirae powodują głównie zakażenia u kurcząt, powodując spowolnienie ich wzrostu. Jest 
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niewiele doniesień o zakażeniach ludzi, występują najczęściej jako zakażenia szpitalne. 

W wyniku zakażenia i wystąpienia bakteriemii dochodzi do zapalenia w obrębie układu 

moczowego [50]. Ponadto uważa się, że E. hirae posiada gen odpowiedzialny za odporność 

na wankomycynę i może uczestniczyć w transferze tego genu między innymi szczepami 

Enterococcus sp. [51]. Szacuje się, że nawet 30% populacji może być nosicielami S. aureus. 

Patogen ten najczęściej powoduje różnego rodzaju ropne zakażenia skóry i tkanek 

podskórnych oraz zakażenia układowe. Leczenie zakażeń utrudnia zdolność bakterii do 

tworzenia biofilmu, a także odporność niektórych szczepów na antybiotyki β-laktamowe, 

metycylinę (MRSA) czy wankomycynę (VISA i VRSA).  Lekooporność tych bakterii ze 

względu na dużą obecność w środowisku dramatycznie wzrasta i stanowi realne zagrożenie 

dla człowieka [52].  

Tab. 4 Charakterystyka mikroorganizmów objętych normami PN-EN 1276:2019, PN-EN 13697+A1:2019, PN-EN 
1650:2019 i PN-EN 13623:2021 [42,46,53–55] 

Nazwa 
Barwienie 

metodą Grama 

Kształt 
Ruchliwość Warunki tlenowe 

Mikroorganizmy bakteryjne 

E. coli G- pałeczki nie ruchliwe beztlenowe 

P. aeruginosa 
G- pałeczki 

ruchliwe, jedna 

rzęska 

bezwzględnie 

tlenowe 

L. pneumophila 
G- pałeczki 

ruchliwe, 

orzęsione 
tlenowe 

E. hirae 
G+ ziarniaki nie ruchliwe 

warunkowo 

beztlenowe 

S. aureus 
G+ ziarniaki nie ruchliwe 

warunkowo 

beztlenowe 

Mikroorganizmy grzybowe 

C. albicans 
nie dotyczy 

jednokomórkowe, 

bezotoczkowe 
nie dotyczy 

tlenowe i 

beztlenowe 

A. brasiliensis 
nie dotyczy kropidlaki nie dotyczy 

tlenowe i 

beztlenowe 

 

Dwa przytoczone gatunki grzybów również są patogenami oportunistycznymi. 

C. albicans wywołuje zakażenie zwane kandydozą. Grzyb ten bytuje w organizmach 

ludzkich u ok. 70% populacji, głównie w przewodzie pokarmowym nie wywołując 
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objawów. Określa się dwie kategorie zakażenia: błon śluzowych i ogólnoustrojowe. Grzyby 

z gatunku C. albicans są zdolne do wytwarzania biofilmu co tym bardziej utrudnia skuteczne 

leczenie tego typu zakażeń a także ułatwia rozwój poza organizmem nosiciela np. na 

sprzęcie medycznym. Ponadto komórki rosnące w takich skupiskach są bardziej lekooporne 

[54]. Grzyby te są zdolne do wytwarzania enzymów hydrolitycznych np. proteaz 

aspartylowych. Enzymy te a także adhezyny ułatwiają kolonizację a także adhezję do tkanek 

gospodarza, czego konsekwencją jest niszczenie komórek odpornościowych [56]. 

A. brasiliensis wytwarzający czarną pleśń pierwotnie był identyfikowany jako szczep 

Aspergillus niger ATTC16404, ze względu na wytwarzanie unikalnych związków został 

przekwalifikowany na A. brasiliensis [55]. Grzyby z rodzaju Aspergillus sp. są najbardziej 

rozpowszechnionymi grzybami w środowisku, bytują w glebie, wodzie, a także kiepsko 

wentylowanych wilgotnych pomieszczeniach. Zarodniki przenoszą się wraz z powietrzem. 

Powodują zakażenia oportunistyczne, tzw. aspergilozy, które mogą dotyczyć uszu, skóry 

czy płuc. W leczeniu aspergiloz stosuje się najczęściej kaspafunginę czy 

amfoterycynę B [57].  

2.3.3. Oporność mikroorganizmów na dezynfekcję 

 

W przypadku długotrwałego stosowania środków dezynfekcyjnych opartych na tych 

samych składnikach aktywnych może wystąpić zjawisko oporności. Dotyczy ono przede 

wszystkim bakterii Gram-ujemnych z rodzaju Pseudomonas, Serratia, Flavobacterium czy 

Achromobacter. Komórki patogennych drobnoustrojów uruchamiają różne mechanizmy, 

aby obniżyć zdolność biobójczą danego preparatu. Zaliczyć możemy do nich: zmiany w 

budowie błony cytoplazmatycznej, tj. zmniejszenie jej przepuszczalności i zablokowanie 

transportu substancji do wnętrza komórki, syntezę enzymów odpowiedzialnych za 

dezaktywację danej substancji, zmiany zachodzące w podjednostkach rybosomów, 

produkcję metabolitu antagonistycznego, zmiany w szlakach metabolicznych czy usuwanie 

substancji z pomocą pomp białkowych [38].  

Wyróżnić można trzy występujące odporności: nabytą (fenotypową), naturalną 

(wrodzoną) i krzyżową. Pierwsza z nich wynika z selekcji lub adaptacji drobnoustrojów do 

nowych warunków środowiskowych. Wrażliwe komórki nabierają odporności w wyniku 

samoistnej mutacji, pojawiające się odporne mutanty stopniowo zaczynają dominować nad 

populacją pierwotną, która pozostaje wrażliwa na dezynfektant i zostaje stopniowo wyparta 

ze środowiska. Odporność fenotypowa związana jest również z wytwarzaniem dodatkowych 
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barier ochronnych jak lipidy, które mają uszczelniać błonę cytoplazmatyczną. Odporność 

naturalna może wynikać z wrodzonych cech jak np. brak receptora dla określonego związku 

lub zdolność do dezaktywacji substancji biobójczej. Odporność uwarunkowana genetycznie 

wynika ze zdolności bakterii do przyjęcia przez komórkę fragmentu materiału genetycznego 

chromosomowego lub cytoplazmatycznego odpowiedzialnego za daną cechę odporności. 

Ostatnia z odporności dotyczy związków o podobnej strukturze chemicznej lub też 

należących do jednej grupy substancji. Wraz z wystąpieniem oporności na jeden 

dezynfektant występuje obniżenie wrażliwości na kolejne pochodzące z tej samej grupy 

związków chemicznych [38].  

2.4. Aspekty ochrony przeciwdrobnoustrojowej w przemyśle kosmetycznym 

2.4.1 Konserwanty 

 

Drobnoustroje mają szkodliwy wpływ na produkty kosmetyczne, spożywcze, czy 

farmaceutyczne doprowadzając w konsekwencji do ich rozkładu, obniżenia jakości 

produktu, przez co powodują utratę ich właściwości i tym samym przydatności. Aby 

zapobiegać temu zjawisku do produktów dodaje się substancje konserwujące, czyli 

hamujące rozwój zarówno grzybów jak i bakterii. Konserwanty zapobiegają degradacji 

produktu wynikającej z fermentacji podczas użytkowania a także przyczyniają się do 

przedłużenia trwałości produktu. Najczęściej stosowanymi konserwantami w przemyśle 

kosmetycznym są substancje z grupy kwasów organicznych i ich pochodnych, aldehydów, 

alkoholi, fenoli, polifenoli, sole amin czwartorzędowych czy organiczne związki 

zawierające rtęć. Konserwanty oddziaływują na komórki podobnie jak dezynfektanty 

chemiczne, niszcząc osłony komórkowe i powodując apoptozę lub też zmieniając warunki 

środowiska np. poprzez zmianę pH,wywołując niekorzystne warunki dla rozwoju 

mikroflory [37]. Ponadto poszukuje się substancji wielofunkcyjnych, które będą pełnić 

jednocześnie rolę substancji aktywnej i konserwantu. Ochrona kosmetyków przed 

drobnoustrojami opiera się też na ścisłej kontroli poszczególnych składników formulacji w 

tym kontrola aktywności wody [58].  

2.4.2 Aspekty prawne związane z bezpieczeństwem kosmetyków 

 

Organ doradczy Komisji Europejskiej jakim jest Europejski Komitet Naukowy ds. 

Bezpieczeństwa Kosmetyków (SCCS) odpowiada za opracowanie metod badania 

bezpieczeństwa kosmetyków na podstawie ich poszczególnych składników. SCCS w swoich 
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wytycznych zawiera informacje o warunkach, które dany produkt musi spełnić przed 

wprowadzeniem na rynek. Znaleźć można w nim sformułowane wymagania w sprawie  

oceny ekspozycji czy badań toksykologicznych składników kosmetyków [59]. Na tej 

podstawie powstało Rozporządzenie Parlamentu Europejskiego i Rady (WE) nr 1223/2009 

z dnia 30 listopada 2009 r. wraz z późniejszymi zmianami dotyczące produktów 

kosmetycznych. Zawiera ono szereg wymogów, które producent musi dodatkowo spełnić 

przed wprowadzeniem na rynek. Zaliczyć można do nich konieczność śledzenia produktów 

w łańcuchu dostaw, czy prowadzenie produkcji zgodnie z założeniami Dobrej Praktyki 

Produkcji, które formalizuje osobna norma dla przemysłu kosmetycznego: PN-EN ISO 

22716:2009 Kosmetyki - Dobre Praktyki Produkcji (GMP) - Przewodnik Dobrych Praktyk 

Produkcji. Wprowadzenie zasad GMP powinno zabezpieczyć produkty kosmetyczne przed 

skażeniem mikrobiologicznym na etapie ich produkcji, a dodatek konserwantów powinien 

zabezpieczyć produkty w trakcie ich użytkowania. Najważniejszym źródłem informacji o 

dopuszczalnych środkach konserwujących jest załącznik V do Rozporządzenia 1223/2009. 

Zawarty jest w nim wykaz dozwolonych substancji w produktach kosmetycznych. Znaleźć 

tam można informacje o konkretnych substancjach i dopuszczalnych stężeniach 

procentowych w produktach o sprecyzowanym zastosowaniu [60]. 

Zagadnienie bezpieczeństwa mikrobiologicznego jest szeroko opisane 

specjalistycznych normach. Obejmują one ocenę czystości mikrobiologicznej (PN-EN ISO 

16212:2011, PN-EN ISO 18416:2009, PN-EN ISO 21149:2009, PN-EN ISO 21150:2010,– 

PN-EN ISO 22717:2010, PN-EN ISO 22718:2010), testy skuteczności i ocenę skuteczności 

zakonserwowania (PN-EN ISO 11930:2012) i.in. Kolejnym unormowaniem prawnym jest 

ocena jakości mikrobiologicznej opisana w normie PN-EN ISO 17516:2014 „Kosmetyki - 

Mikrobiologia - Limity mikrobiologiczne”. Kryteria czystości mikrobiologicznej 

kosmetyków opisane są także w Rozporządzeniu Ministra Zdrowia z 23 grudnia 2002r. Dz. 

U. nr 9, poz. 107 „W sprawie określenia procedur pobierania prób kosmetyków oraz 

procedur przeprowadzania badań laboratoryjnych” i obejmuje mikroorganizmy z gatunków 

P. aeruginosa, S. aureus i C. albicans a norma PN-EN ISO 17516: 2014 obejmuje 

dodatkowo bakterie z gatunku E. coli [37].  

2.4.3 Testy konserwacji produktów kosmetycznych 

 

Jak już wspomniałam wcześniej jednym z wymogów jakie nakłada na producentów 

Rozporządzenie 1223/2009 jest obowiązek sporządzenia raportu bezpieczeństwa produktu. 



24 
 

Kluczowym elementem tego dokumentu jest jakość mikrobiologiczna kosmetyku 

obejmująca test pod szczególnym obciążeniem – test konserwacji. 

Tab. 5 Zestawienie drobnoustrojów wykorzystywanych w testach konserwacji wraz z czasem prowadzenia eksperymentu 
i kryteriami akceptacji [61]  Legenda: (*)- testu nie prowadzi się w danym dniu, (-) – brak wzrostu mikroorganizmów. 

Metoda Mikroorganizm 
Czas 

testu 

Log redukcji wzrostu mikroorganizmów A-B 

2 

dni 

7  

dni 

14 

dni 

21 

dni 

28 

dni 

35 

dni 

42 

dni 

Farmakopealna 

E. coli 
2-28 

dni 

≥2-

(*) 

≥3- 

(*) 

(*)-

≥3 
(*) (-) (*) (*) P. aeruginosa 

S. aureus 

C. albicans 14-28 

dni 
(*) (*) 

≥2-

≥1 
(*) (-) (*) (*) 

A. brasiliensis 

KoKo Shülke 

E. gergoviae 

6 

tygodni 
(*) 

≥4-

≥3 

≥4-

≥3 

≥4-

≥3 

≥4-

≥3 

≥4-

≥3 

≥4-

≥3 

E. coli 

Klebsiella 

pneumoniae 

Kocuria 

rhizophila 

P. aeruginosa 

Pseudomonas 

fluorescens 

Pseudomonas 

putida 

S. aureus 

C. albicans 

6 

tygodni 
(*) 

≥3-

≥2 

≥3-

≥2 

≥3-

≥2 

≥3-

≥2 

≥3-

≥2 

≥3-

≥2 

A. brasiliensis 

Talaromyces 

pinophilus 

PN-EN ISO 

11930:2012 

E. coli 
7-28 

dni 
(*) 

≥3- 

(*) 

≥3- 

≥3 
(*) 

≥3- 

≥3 
(*) (*) P. aeruginosa 

S. aureus 

C. albicans 
14-28 

dni 
(*) 

≥1- 

(*) 

≥1- 

≥1 
(*) 

≥1- 

≥1 
(*) (*) 

A. brasiliensis 
14-28 

dni 
(*) (*) 

≥0- 

≥0 
(*) 

≥1- 

≥0 
(*) (*) 
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 Taki test ma na celu potwierdzić, że zastosowane konserwanty dostatecznie 

zabezpieczają kosmetyk przed rozwojem szkodliwej mikroflory a także chronią przed 

wtórnym zakażeniem. Metodyka przeprowadzania testów konserwacji dostępna jest w 

trzech podstawowych wariantach: Metodzie Farmakopealnej, Metodzie KoKo Shülke Test 

oraz wg. wcześniej wspomnianej normy PN-EN ISO 11930:2012. Testy przeprowadza się 

na etapie badawczo-wdrożeniowym, a także w trakcie produkcji. Sam test polega na 

zaszczepieniu odpowiednimi szczepami drobnoustrojów kosmetyku i inkubacji we 

właściwych warunkach a następnie ocenia się na podstawie posiewów stopień redukcji 

mikroorganizmów (Tabela 5). Zastosowana metodologia badań pomiędzy testami różni się 

sposobem wprowadzenia zanieczyszczenia do próbki a także czasem inkubacji próbki przed 

dokoniem posiewów i odczytaniem wyniku. Wszystkie te testy weryfikują właściwości 

zastosowanych środków konserwujących. Metody te przewidują dwa kryteria A i B. 

Pierwsze kryterium wyraża zalecaną skuteczność do osiągnięcia. Gdy kryterium to nie może 

być spełnione w uzasadnionych przypadkach, np. ze względu na możliwe działania 

niepożądane, należy spełnić nie tak restrykcyjne kryterium B. Dobór odpowiedniego testu 

zależy przede wszystkim od właściwości produktu, składu i procesu technologicznego, w 

którym powstaje [61]. 

2.4.4. Mikroorganizmy w testach konserwacji kosmetyków 

 

 Poszczególne metody prowadzenia testów konserwacji obejmują mikroorganizmy z 

domeny bakterii, klasy drożdżaków (Sacharomycetes) i rzędu kropidlakowców (Eurotiales). 

Test KoKo Shülke obejmuje najszerszą grupę mikroorganizmów (11 gatunków) podczas 

gdy dwie pozostałe metody obejmują jedynie pięć gatunków. Skoncentruję się na opisaniu 

gatunków mikroorganizmów, które nie zostały wcześniej opisane w podrozdziale 2.3.4. 

Bakterie wymagane w metodzie KoKo Shülke Test są patogenami oportunistycznymi z 

wyłączeniem P. fluorescens i T. pinophilus. Bytują one w glebie i wodzie (E. gergoviae, P. 

fluorescens, P. putida i T. pinophilus) a także związane są z fizjologiczną florą człowieka 

(K. aerogenes, K. rhizophila) (Tabela 6) [62–67]. 
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Tab. 6 Charakterystyka mikroorganizmów wykorzystywanych w teście konserwacji KoKo Shülke [62–67]. 

Nazwa 
Barwienie 

metodą Grama 

Kształt 
Ruchliwość Warunki tlenowe 

Mikroorganizmy bakteryjne 

E. gergoviae 
G- pałeczki 

ruchliwe, 

orzęsione 

warunkowo 

beztlenowe 

K. aerogenes 
G- pałeczki ruchliwe, wić  

warunkowo 

beztlenowe 

K. rhizophila 
G+ ziarniaki nieruchliwe 

bezwzględnie 

tlenowe 

P. fluorescens 
G- pałeczki 

ruchliwe, 

orzęsione 

bezwzględnie 

tlenowe 

P. putida 
G- pałeczki 

ruchliwe, 

orzęsione 
tlenowe 

Mikroorganizmy grzybowe 

T. pinophilus 
nie dotyczy pędzlaki nie dotyczy 

tlenowe i 

beztlenowe 

 

 Cechą charakterystyczną E. gergoviae nazywanej również Pluralibacter gergoviae 

jest wytwarzanie esterazy, która daje im odporność na parabeny – często stosowane 

konserwanty. Bakteria ta jest jedną z najczęściej spotykanych w kosmetykach, które były w 

ten sposób konserwowane [68]. K. aerogenes była znana wcześniej pod nazwą Enterobacter 

aerogenes, w procesach fermentacyjnych jest w stanie przekształcać wiele różnych rodzajów 

cukrów [64]. Bakteria ta posiada duże zdolności adaptacyjne i wykazuje się dużą 

lekoopornością [69]. K. rhizophila nazywana wcześniej Micrococcus luteus jest bakterią 

halofilną  [66]. Wchodzi w skład flory bakteryjnej skóry i jamy ustnej człowieka. Mimo, 

tego bakterie te są powiązane z infekcjami układu moczowego, zapaleniem woreczka 

żółciowego, zapaleniem rogówki i.in. [70]. Nazwa P. fluorescens wywodzi się od zielonego 

barwnika, który wytwarzają te bakterie – fluoresceiny. Niektóre szczepy zdolne są do 

przeprowadzania procesów denitryfikacji. Ponadto u połowy pacjentów cierpiących na 

chorobę Crohna wykryto w surowicy przeciwciała wobec antygenu I2 kodowanego przez P. 

fluorescens. Jednakże do tej pory nie wyjaśniono roli tej bakterii w przebiegu tej choroby 

[71]. Bakterie z gatunku P. putida są zdolne bytować w szerokich zakresach pH i temperatur 

[62] a większość szczepów bytuje tylko w warunkach tlenowych [72]. Bakterie te mogą 
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wykorzystywać różne źródła węgla oraz przetrwać w obecności substancji toksycznych, 

dlatego też znalazły one zastosowanie w bioremediacji. Ponadto bakterie te wykorzystywane 

są biotechnologicznie w syntezie biopolimerów i innych związków chemicznych [62]. 

T. pinophilus wcześniej znany pod nazwą Penicillium pinophilum jest mikroorganizmem 

saprofitycznym [67]. Jest zdolny do wytwarzania enzymów redukujących biomasę np. 

celulazę, α-galaktozydazę czy endoglukanazę [73]. Ponadto wytwarza on szereg 

użytecznych medycznie metabolitów jak np. 3-O-metylofunikon o działaniu 

przeciwnowotworowym [74] czy talaromikrolidy, które hamują wzrost opornej na 

metycylinę S. aureus [75]. 

2.4.5. Inne mikroorganizmy związane z przemysłem kosmetycznym 

 

 Tak jak wspomniałam w rozdziałach 2.4.1 i 2.4.3, do zakażenia produktów 

kosmetycznych może dochodzić podczas ich użytkowania co może wiązać się z utratą 

przydatności a także może stanowić realne zagrożenie dla użytkownika. Wpływ na skażenie 

produktu ma jego formulacja, w tym stosowane konserwanty a także opakowanie, 

przechowywanie, liczba użytkowników oraz czas użytkowania. W kosmetykach wtórnie 

zakażonych bytują mikroorganizmy różnych gatunków. Mimo różnych metodologii 

oceniających efektywność konserwantów, w kosmetykach nadal są znajdowane 

mikroorganizmy, które te testy obejmują np. S. aureus w balsamach do rąk i ciała [37]. Wiele 

z mikroorganizmów znajdywanych we wtórnie zakażonych kosmetykach nie jest ujęta w 

testach konserwacji, dlatego też efektywność konserwantu pod ich względem nie jest 

analizowana. Na potrzeby niniejszej pracy omówię niektóre gatunki, których obecność 

potwierdzono w kosmetykach (Tabela 7).   

Bacillus cereus, jest bakterią wytwarzającą przetrwalniki, które są odporne na 

działanie ekstremalnych warunków środowiskowych jak wysoka temperatura, niska 

temperatura, suszenie czy działanie promieni gamma, co sprawia, że są one w stanie 

przetrwać sterylizację produktów spożywczych. Bakterie z tego gatunku produkują β-

laktamazy, przez co są odporne na antybiotyki β-laktamowe [42]. Występują najczęściej w 

produktach kosmetycznych służących do pielęgnacji i makijażu oczu [76,77]. B. cepacia 

znana również pod nazwą Pseudomonas cepacia są kompleksami bakterii 

nieprzetrwalnikujących, które są do siebie fenotypowo podobne i dlatego też nie wydziela 

się ich poszczególnych gatunków [78]. Bakterie te mają stosunkowo niewielkie wymagania 

odżywcze, wykorzystują różne źródła węgla, dzięki czemu są w stanie rozkładać związki, 
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które nie są łatwo degradowane [79]. W badaniach nad mikroorganizmami bytującymi w 

skażonych na drodze użytkowania kosmetykach została znaleziona m.in. w produktach do 

demakijażu, płynach do kąpieli, płynach do higieny jamy ustnej oraz peelingach [80]. 

K. pneumoniae nie wytwarza przetrwalników,  charakteryzuje je fenotyp śluzowaty ze 

względu na obecność polisacharydowej otoczki na błonie komórkowej [81,82]. 

Charakteryzują je specyficzne struktury powierzchniowe, które chronią je przed czynnikami 

zewnętrznymi a także fagocytozą [83]. Bakteria ta łatwo nabiera lekoporności a dzięki 

obecności plazmidów może ją rozprzestrzeniać wśród innych mikroorganizmów [83]. W 

badaniach nad mikroorganizmami bytującymi w skażonych na drodze użytkowania 

kosmetykach została znaleziona m.in. w żelach pod prysznic, szamponach, czy produktach 

do higieny jamy ustnej [80]. S. epidermidis to bakterie halofilne, które podobnie jak 

S. aureus są zdolne do wytworzenia biofilmu co znacząco utrudnia leczenie zakażeń i 

poprawia lekoodporność [84]. W badaniach nad mikroorganizmami bytującymi w 

skażonych na drodze użytkowania kosmetykach została znaleziona m.in. w płynie do kąpieli 

i szamponie [85]. 

Tab. 7 Charakterystyka mikroorganizmów odpowiedzialnych za zakażenie wtórne kosmetyków 

Nazwa 

Barwienie 

metodą 

Grama 

Kształt Ruchliwość 
Warunki 

tlenowe 
Występowanie Patogenność 

Mikroorganizmy bakteryjne 

Bacillus cereus G+ laseczki 
ruchliwe, 

orzęsione 

względnie 

beztlenowe 
gleba warunkowa 

Burkholderia 

cepacia 
G- pałeczki 

ruchliwe, 

wić 
tlenowe 

wilgotne 

otoczenie 
oportunistyczna 

Klebsiella 

pneumoniae 
G- pałeczki nieruchliwe 

warunkowo 

beztlenowe 

gleba, 

mikroflora 

człowieka 

hiperwirulentna/ 

oportunistyczna 

Staphylococcus 

epidermidis 
G+ ziarniaki 

ruchliwe, 

orzęsione 

warunkowo 

beztlenowe 

mikroflora 

człowieka 
oportunistyczna 

Mikroorganizmy grzybowe 

Candida 

parapsilosis 

nie 

dotyczy 

jednokomórkowe, 

bezotoczkowe 
nie dotyczy 

tlenowe i 

beztlenowe 

mikroflora 

człowieka 
oportunistyczna 

Aspergillus 

fumigatus 

nie 

dotyczy 
kropidlaki nie dotyczy 

tlenowe i 

beztlenowe 
gleba oportunistyczna 

 

C. parapsilosis to gatunek grzybów należący do rzędu drożdżakowców, ich komórki 

są owalne, okrągłe lub cylindryczne. W hodowli na podłożu stałym kolonie są białe, 
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kremowe, błyszczące i gładkie. C. parapsilosis nie wytwarza strzępek, można je spotkać w 

formie drożdżakowej lub pseudostrzępkowej [86]. Znacząca część szczepów tego gatunku 

wytworzyła odporność na te leki i nowe terapie są wciąż poszukiwane [87]. W badaniach 

nad mikroorganizmami bytującymi w skażonych na drodze użytkowania kosmetykach 

został znaleziony m.in. w kremach [88,89] czy w tuszu do rzęs [90]. A. fumigatus to gatunek 

grzybów należący do rzędu kropidlakowców, jest gatunkiem kosmopolitycznym i wytwarza 

szarą pleśń. Jest on saprofitem, żyjącym wegetatywnie w glebie a także na rozkładających 

się materiałach organicznych [91]. W badaniach nad mikroorganizmami bytującymi w 

skażonych na drodze użytkowania kosmetykach został znaleziony w tuszu do rzęs [92] czy 

pudrach kosmetycznych [93]. 
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3. Cel pracy 
 

 Nowe syntetyczne związki zapachowe mogą zostać wykorzystane w wielu gałęziach 

przemysłu jako składniki kompozycji zapachowych. Dodatkową zaletą wielu z nich jest 

wykazywanie aktywności przeciwdrobnoustrojowej. Poszukiwanie nowych alternatyw dla 

antybiotyków, dezynfektantów i konserwantów jest ważną częścią badań 

mikrobiologicznych. Wynika to z faktu, iż wiele drobnoustrojów wytwarza nowe 

mechanizmy odpornościowe, które niestety ulegają szybkiemu rozprzestrzenieniu się.  Na 

całym świecie mamy więc do czynienia ze wzrostem lekooporności mikroorganizmów 

patogennych. Wiele chorób takich jak chociażby gruźlica czy zapalenie płuc stają się coraz 

trudniejsze do wyleczenia. Podobny problem dotyczy zagadnień dezynfekcji w różnych 

obszarach przemysłu, czy zabezpieczenia m.in. produktów kosmetycznych przed 

mikroorganizmami. 

 Celem niniejszej pracy była synteza nieopisanych dotąd w literaturze eterów 

oksymów o potencjale zapachowym i weryfikacja ich aktywności przeciwdrobnoustrojowej 

wobec szczepów patogennych objętych normami obejmującymi badania skuteczności 

środków do dezynfekcji i konserwantów stosowanych w produkcji kosmetyków, jak 

również mikroorganizmów odpowiedzialnych za wtórne zakażenia kosmetyków.  

 W pierwszej części skoncentrowałam się na syntezie pochodnych aldehydu 

cynamonowego, aldehydu benzoesowego, jononu, cytralu,  p-mentanu a także związków 

karbonylowych o układach bicyklicznych i jasmonu. W tym celu wykorzystałam halogenki 

alkilowe o prostych łańcuchach alifatycznych. W drugiej części badań skupiłam się na 

analizie przeciwdrobnoustrojowej wobec dziewiętnastu szczepów. Do badań włączyłam 

również substraty czyli związki karbonylowe i ich oksymy.  

Uzupełniającymi celami niniejszej pracy doktorskiej było przeprowadzenie 

porównawczej charakterystyki zapachowej wybranych eterów oksymów, dokonanej we 

współpracy z prof. Józefem Kulą z Zespołu Chemii Bioorganicznej i Surowców 

Kosmetycznych Politechniki Łódzkiej a także grupą perfumiarek Panią Moniką Kaleta oraz 

Agnieszką Pieńkosz-Żagań z firmy FSZ “Pollena-Aroma” Sp. z o.o.  
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4. Badania własne 

4.1 Synteza eterów oksymów 

4.1.1 Krótka charakterystyka substratów 

 

Do reakcji syntezy eterów oksymów wykorzystałam przygotowane wcześniej w 

zespole oksymy 1-18 (Rysunek 3).  

 

Rys. 3 Wzory oksymów wykorzystanych w reakcji O-alkilowania 
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Metody pozyskiwania oksymów oraz charakterystyka wybranych oksymów jest 

dostępna w literaturze [29]. Były to oksymy: α–amylocynamaldehydu 19, α–

heksylocynamaldehydu 20, p–tolualdehydu 21, m–tolualdehydu 22, o–tolualdehydu 23, p–

aldehydu anyżowego 24, m–aldehydu anyżowego 25, o–aldehydu anyżowego 26, α–

izometylojononu 27, safranalu 28,  (1R)–(–)–myrtenalu 29, β–cyklocytralu 30, (+)–

dihydrokarwonu 31, (1S)–(–)–werbenonu 32, dihydrojasmonu 33, (S)–(–)–perylaldehydu 

34, piperytonu 35 i cis-jasmonu 36 (Rysunek 4).  

Rys. 4 Wzory związków karbonylowych będących substratami oksymów 
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Substancje te są powszechnie znane pod względem ich właściwości zapachowych. 

Aldehydy anyżowe (22-24) występują w wielu olejkach eterycznych. Charakteryzują się 

zapachem zbliżonym do mimozy, głogu. Aldehyd p-anyżowy 24 łatwo utlenia się pod 

wpływem powietrza do kwasu anyżowego. Substancja ta stosowana jest w kompozycjach 

zapachowych słodkich kwiatów oraz w kompozycjach smakowych do wyrobów 

cukierniczych czy napoi. Natomiast w kosmetykach pełni funkcję filtra słonecznego. α–

amylocynamaldehyd 19 jest głównym aromatem pochodzącym z czarnej herbaty, jest 

stosunkowo niestabilny. Jest popularną substancją stosowaną w kompozycji zapachów 

jaśminowych. Jest odporny w warunkach zasadowych dzięki czemu może być stosowany do 

aromatyzowania mydeł. Kolejną substancją z grupy nut jaśminowych jest dihydrojasmon 

33, który aromatem przypomina występujący w naturze cis-jasmon 36. Wykorzystuje się go 

w kompozycjach ogólnokwiatowych czy owocowych. Jego naturalny odpowiednik może 

być wyizolowany z kwiatów jaśminu jako główny składnik absolutu jaśminowego. Ze 

względu na podobne właściwości zapachowe jest wykorzystywany do podobnych 

kompozycji zapachowych jak dihydrojasmon. α–Heksylocynamaldehyd 20 podobnie jak 

jego α–amylowy homolog łatwo ulega utlenianiu i jest stabilny w warunkach alkalicznych. 

Jego nuta zapachowa jest ziołowo-jaśminowa jest wykorzystywany w kompozycjach o 

zapachu gardenii [94]. Tolualdehydy (21-23) są substancjami o zapachu owocowym 

przypominającym wiśnię występują naturalnie m.in. orzechach makadamia czy papai. 

Stosowane są do aromatyzowania produktów kosmetycznych i spożywczych [95]. Safranal 

28 jest głównym składnikiem olejku z szafranu uprawnego. Związek ten odpowiada za jego 

charakterystyczny zapach, kojarzony jest również z zapachem tytoniu, rozmarynu czy 

kamforowym. Stosowany jest jako substancja aromatyczna w przemyśle kosmetycznym i 

spożywczym. Ponadto znany jest ze swoich potencjalnych właściwości terapeutycznych. 

Wykazuje się właściwościami: przeciwzapalnymi przeciwdrobnoustrojowymi,  przeciw 

niedokrwieniu, przeciw nadciśnieniowymi, antytoksycznymi a przede wszystkim szerokim 

oddziaływaniu na ośrodkowy układ nerwowy [96]. α–Izometylojonon 27 natomiast 

charakteryzuje się zapachem fiołków i irysów, dzięki swojej kwiatowej nucie znajduje 

szerokie zastosowanie w przemyśle kosmetycznym. Jednakże jest on jednym z alergenów, 

które mogą powodować wyprysk kontaktowy [97].  (1R)-(–)-myrtenal 29 jest substancją 

zapachową występującą w olejkach eterycznych z rozmarynu, kminu rzymskiego czy 

hyzopu lekarskiego. Charakteryzuje się nutami przyprawowymi, miętowymi i bobu tonka. 

Podejrzewany jest o właściwości ochronne w procesie neurodegeneracyjnym czy 

antyoksydacyjne [98]. β-cyklocytral 30 powstaje w procesie utleniania β-karotenu, 
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charakteryzuje się zapachem przyprawowo kwiatowym, przypominającym nieco siano. 

Znajduje zastosowanie w przemyśle kosmetycznym i spożywczym. W roślinach pełni 

funkcję sygnalizatora stresu a także bierze udział w komunikacji wewnątrzgatunkowej i 

międzygatunkowej [99]. (+)-dihydrokarwon 31 jest związkiem monoterpenoidowym 

występującym w znaczących ilościach w olejku kminkowym. Pełni funkcję kluczowego 

budulca w syntezie seskwiterpenów. Charakteryzuje się zapachem ziołowo-miętowym i 

stosowany jest głównie w przemyśle spożywczym [100]. (1S)-(–)-Werbenon 32 

charakteryzuje się zapachem kamforowo, miętowo selerowym [16]. Jest składową olejku 

eterycznego z rozmarynu a także jednym z feromonów kornikowatych [101]. S-(–)-Aldehyd 

perylowy 34 charakteryzuje się zapachem drzewnym, przyprawowym, lekko cytrusowym. 

Znajduje zastosowanie w przemyśle kosmetycznym i spożywczym. W śladowych ilościach 

występuje w wielu różnych olejkach eterycznych, w ilości ok. 2% występuje w olejku z 

nasion czarnego kminu. Piperyton 35 charakteryzuje się zapachem ziołowo-miętowym. 

Stanowi nawet połowę irańskiego olejku eterycznego pozyskiwanego z bylicy pustynnej 

(Artemisia deserti krasch.) [16]. Pełni on funkcję inhibitora jednego z owadzich feromonów 

[102] a także naturalnego insektycydu wobec ćmy tropikalnej [103]. 

4.1.2. Reakcja O-alkilowania 

 

Mechanizm reakcji został opisany w podrozdziale 2.2.2. Reakcje prowadziłam w 

polarnym rozpuszczalniku DMSO w obecności wodorku sodu (I).  

 

Schemat 4 Ogólny schemat O-alkilowania  halogenkami alkilowymi 
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W reakcji wykorzystałam osiem halogenków alkilowych: jodek metylu, jodek etylu, 

jodek n-propylu, bromek allilu, bromek propargilu, bromek n-butylu, bromek n-amylu oraz 

bromek izoamylu (Schemat 4). Skoncentrowałam się na syntezie eterowych pochodnych 

nieopisanych dotąd w literaturze. 

4.1.3. Część doświadczalna 

4.1.3.1. Materiały i metody 

 

Rozpuszczalniki i reagenty pochodziły z firm: Merck, TCI, ACROS, Alfa Aesar, 

Fluorochem, Avantor Performance Materials Poland i Honeywell. Rozpuszczalniki były 

stosowane bez uprzedniego oczyszczania i osuszania.  

Przebieg reakcji chemicznych jak i czystość uzyskanych produktów kontrolowałam 

przy pomocy chromatografii gazowej (GC) na aparacie GC-2010 Plus firmy Shimadzu, 

wyposażonego w detektor płomieniowo-jonizacyjny (FID). Do wykonania analizy 

stosowałam kolumnę kapilarną pochodzącą z firmy Zebron ZB-5 (faza stacjonarna 5%-

difenylo-95%-dimetylopolisiloksan), której wymiary wynosiły 30 m x 0.25 mm ID o 

grubości 0.25 μm. Do przeprowadzonych badań użyłam programu o następujących 

ustawieniach temperaturowych: 40˚C (0 min), 10˚C/min, 250˚C (0 min). Zastosowałam 

dozownik typu split i współczynnik podziału30:1. Przepływ poszczególnych gazów 

wynosił: N2 30 ml/min, H2 30 ml/min, powietrza 300 ml/min, a temperatura detektora 

sięgała 250˚C. Przepływ gazu przez kolumnę wynosił 1.5 ml/min, a przepływ całkowity 49,5 

ml/min. 

Związki oczyszczałam przy użyciu destylacji frakcyjnej a także chromatografii typu 

Flash. Do tego celu wykorzystałam aparat CombiFlash® Rf+ Lumen pochodzący z firmy 

Teledyne ISCO. Zastosowałam kolumnę typu RediSep Rf Gold Normal Phase Silica, 24 

gramy HP Silica z firmy Teledyne ISCO. Prędkość przepływu: 35 ml/min, rozpuszczalnik 

A: heksan, rozpuszczalnik B: octan etylu, detekcja UV: długość fali (czerwona): 254 nm, 

długość fali (fioletowa): 280 nm, detekcja ELSD: temperatura sprayu: 30°C, temperatura 

przepływu: 60°C. 

Analizy HRMS wykonywane były w Centralnym Laboratorium Badań 

Analitycznych i Instrumentalnych na wysokorozdzielczym spektrometrze masowym 

WATERS LCT Premier XE. 
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Widma magnetycznego rezonansu jądrowego 1H, 13C, DEPT, COSY, HMQC 

wykonywane były na aparacie Brucker AvanceTM DRX 400 MHz.  

4.1.3.2. Ogólna procedura reakcji O-alkilowania oksymów 

 

W kolbie okrągłodennej o pojemności 250 mL umieściłam 60 mL DMSO, w którym 

rozpuściłam 5g oksymu 1-18, następnie dodałam wodorku sodu (I) (nadmiar 1.5 molowy). 

Reakcję prowadziłam przez 2 godziny na mieszadle magnetycznym. Następnie dodawałam 

odpowiednich halogenków alkilowych (nadmiar 1.5 molowy) i prowadziłam reakcje przez 

min. kolejne 2 godziny. Postęp reakcji kontrolowałam przy pomocy GC. Po całkowitym 

przereagowaniu substratu mieszaninę poreakcyjną zalewałam ok. 30 mL wody w celu 

neutralizacji pozostałego NaH. Następnie prowadziłam ekstrakcję heksanem (3x 20 mL). 

Pozostałą frakcję organiczną osuszałam nad bezwodnym siarczanem sodu (VI). Następnie 

rozpuszczalnik odparowywałam na wyparce rotacyjnej otrzymując surowe produkty. 

Surowe produkty następnie oczyszczałam techniką frakcyjnej destylacji próżniowej. W 

przypadku nie uzyskania zadowalających czystości (powyżej 90%) prowadziłam dalsze 

oczyszczanie produktów na chromatografie typu Flash.  

4.1.4. Wyniki  

4.1.4.1 Pochodne oksymu p-aldehydu anyżowego 6 

4.1.4.1.1 Eter O-propylowy oksymu 4-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.00% 34.42% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.02 (s, 1H przy C7), 7.55 – 7.47 (m, 2H przy C2 i C6), 7.03 – 6.83 

(m, 2H przy C3 i C5), 4.09 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 3.90 – 3.78 

(m, 3H przy C8), 1.86 – 1.64 (m, 3H przy C10), 1.04-0.91 (m, 3H 

przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 160.93 C4, 148.02 C7, 128.53 C2 i C6, 125.16 C1, 114.22 C3 i C5, 

75.82 C9, 55.54 C8, 22.49 C10, 10.46 C11. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H15NO2] obliczona 194.1181, znaleziono 194.1182. 
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4.1.4.1.2 Eter O-butylowy oksymu 4-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.40% 27.71% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.02 (s, 1H przy C7), 7.55 - 7.46 (m, 2H przy C2 i C6), 6.92 – 6.84 

(m, 2H przy C3 i C5), 4.13 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 3.81 (s, 3H 

przy C8), 1.74 – 1.62 (m, 2H przy C10), 1.49 – 1.35 (m, 2H przy C11), 

0.94 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 160.89 C4, 147.95 C7, 128.48 C2 i C6, 125.24 C1, 114.21 C3 i C5, 

74.02 C9, 55.41 C8, 31.31 C10, 19.24 C11, 14.03 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO2] obliczona 208.1338, znaleziono 208.1335. 

 

4.1.4.1.3 Eter O-amylowy oksymu 4-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.00% 52.05% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.02 (s, 1H przy C7), 7.55 – 7.44 (m, 2H przy C2 i C6), 6.92 – 6.84 

(m, 2H przy C3 i C5), 4.13 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C9), 3.81 (s, 3H 

przy C8), 1.61–1.51 (m, 2H przy C10), 1.45 – 1.28 (m, 4H przy C11 i 

C12), 0.96 – 0.85 (m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 160.96 C4, 148.03 C7, 132.10, 128.57 C2 i C6, 125.12 C1, 114.41 

C3 i C5, 74.36 C9, 55.41 C8, 28.91 C10, 28.20 C11, 22.62 C12, 14.13 

C13. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1494, znaleziono 222.1494. 

 

4.1.4.1.4 Eter O-izoamylowy oksymu 4-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.49% 63.11% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.01 (s, 1H przy C7), 7.55 – 7.47 (m, 2H przy C2 i C6), 6.96 – 6.84 

(m, 2H przy C3 i C5), 4.17 (t, J = 6.9 Hz, 2H przy C9), 3.81 (s, 3H 

przy C8), 2.25 (s, 0H), 1.81 – 1.63 (m, 1H przy C11), 1.60 (q, J = 6.9 

Hz, 2H przy C10), 0.93 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy C12 i C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 160.89 C4, 147.95 C7, 128.48 C2 i C6, 125.22 C1, 114.21 C3 i C5, 

75.82 C9, 55.42 C8, 37.96 C10, 25.16 C11, 22.77 C12 i C13. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1494, znaleziono 222.1496. 
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4.1.4.2 Pochodne oksymu m-aldehydu anyżowego 7 

4.1.4.2.1 Eter O-propylowy oksymu 3-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.74% 43.02% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (s, 1H przy C7), 7.36 – 7.07 (m, 2H przy C2 i C6), 6.92 – 6.88 

(m, 2H C3 i C5), 4.12 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 3.82 (s, 3H  przy 

C8), 1.81 – 1.66 (m, 2H przy C10), 0.97 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 159.87 C3, 148.26 C7, 133.90 C1, 129.76 C5, 120.14 C6, 116.13 C4, 

111.12 C2, 76.03 C9, 55.40 C8, 22.49 C10, 10.44 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H15NO2] obliczona 194.1181, znaleziono 194.1183. 

 

4.1.4.2.2 Eter O-propargilowy oksymu 3-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.78% 23.97% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.08 (s, 1H przy C7), 7.41 – 7.20 (m, 1H przy C5), 7.19 – 7.07 (m, 

2H przy C2 i C6), 6.98–6.89 (m, 1H przy C4), 4.76 (d, J = 2.4 Hz, 2H 

przy C9), 3.82 (s, 3H przy C8), 2.49 (t, J = 2.4 Hz, 1H, przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 159.89 C3, 150.03 C7, 133.11 C1, 129.82 C5, 120.49 C6, 116.91 C4, 

111.44 C2, 79.55 C11, 74.82 C10, 61.86 C9, 55.43 C8. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H11NO2] obliczona 190.0868, znaleziono 190.0867. 

 

4.1.4.2.3 Eter O-butylowy oksymu 3-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.43% 37.56% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (s, 1H przy C7), 7.30–7.22 (m, 1H przy C5), 7.18 – 7.07 (m, 

2H przy C2 i C6), 6.94–6.86 (m, 1H przy C4), 4.16 (t, J = 6.7 Hz, 2H 

przy C9), 3.82 (s, 3H przy C8), 1.75 – 1.63 (m, 2H przy C10), 1.49 – 

1.35 (m, 2H przy C11), 0.95 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 159.88 C3, 148.21 C7, 133.92 C1, 129.76 C5, 120.13 C6, 116.10 

C4, 111.15 C2, 74.25 C9, 55.40 C8, 31.30 C10, 19.22 C11, 14.02 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO2] obliczona 208.1338, znaleziono 208.1336. 
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4.1.4.2.4 Eter O-amylowy oksymu 3-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.76% 20.83% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (s, 1H przy C7), 7.30–7.20 (m, 1H przy C5), 7.18–7.07 (m, 2H 

przy C2 i C6), 6.94–6.86 (m, 1H przy C4), 4.15 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy 

C9), 3.82 (s, 3H przy C8), 1.77 – 1.63 (m, 2H przy C10), 1.44 – 1.28 

(m, 4H przy C11 i C12), 0.98 – 0.80 (m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 159.88 C3, 148.21 C7, 133.92 C1, 129.76 C5, 120.13 C6, 116.10 

C4, 111.14 C2, 74.55 C9, 55.40 C8, 28.91 C10, 28.18 C11, 22.61 C12, 

14.13 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1994, znaleziono 222.1493. 

 

4.1.4.2.5 Eter O-izoamylowy oksymu 3-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.39% 37.23% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (s, 1H przy C7), 7.32 – 7.22 (m, 1H przy C5), 7.18 – 7.07 (m, 

2H przy C2 i C6), 6.93–6.86 (m, 1H przy C4), 4.20 (t, J = 6.9 Hz, 2H 

przy C9), 3.82 (s, 3H przy C8), 1.81–1.67 (m, 1H przy C11), 1.60 (q, 

J = 6.9 Hz, 2H przy C10), 0.94 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy C12 i C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 159.88 C3, 148.20 C7, 133.91 C1, 129.76 C5, 120.12 C6, 116.09 

C4, 111.15 C2, 73.02 C9, 55.40 C8, 37.96 C10, 25.15 C11, 22.76 C12 

i C13. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1494, znaleziono 222.1493. 

 

4.1.4.3 Pochodne oksymu o-aldehydu anyżowego 8 

4.1.4.3.1 Eter O-propylowy oksymu 2-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.27% 67.27% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.47 (s, 1H przy C7), 7.83–7.74 (m, 1H przy C6), 7.37–7.26 (m, 1H 

przy C4), 7.01 – 6.84 (m, 2H przy C3 i C5), 4.11 (t, J = 6.8 Hz, 2H 

przy C9), 3.83 (s, 3H przy C8), 1.82 – 1.64 (m, 2H przy C10), 0.97 (t, 

J = 7.4 Hz, 3H przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.58 C2, 144.49 C7, 130.98 C4, 126.43 C6, 121.18 C1, 120.83 C5, 

111.12 C3, 75.86 C9, 55.73 C8, 22.53 C10, 10.55 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H15NO2] obliczona 194.1181, znaleziono 194.1183. 
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4.1.4.3.2 Eter O-butylowy oksymu 2-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.02% 60.17% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.46 (s, 1H przy C7), 7.81–7.74 (m, 1H przy C5), 7.36–7.27 (m, 1H 

przy C4), 6.99 – 6.84 (m, 2H przy C2 i C6), 4.16 (t, J = 6.7 Hz, 2H 

przy C9), 3.83 (s, 3H przy C8), 1.80 – 1.63 (m, 2H przy C10), 1.49–

1.36 (m, 2H przy C11), 0.95 (t, J = 7.3 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.58 C2, 144.49 C7, 131.01 C4, 126.45 C6, 121.13 C1, 120.84 

C5, 111.11 C3, 74.09 C9, 55.63 C8, 31.33 C10, 19.24 C11, 14.03 C12 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO2] obliczona 208.1338, znaleziono 208.1340. 

4.1.4.3.3 Eter O-amylowy oksymu 2-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.42% 64.55% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.46 (s, 1H przy C7), 7.81–7.32 (m, 1H przy C5), 7.36–7.26 (m, 1H 

przy C4), 6.96–6.84 (m, 2H przy C2 i C6), 4.15 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy 

C9), 3.83 (s, 3H przy C8), 1.81 – 1.65 (m, 2H przy C10), 1.44–1.29 

(m, 4H przy C11 i C12), 0.97 – 0.85 (m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.58 C2, 144.49 C7, 131.00 C4, 126.44 C6, 121.14 C1, 120.83 

C5, 111.11 C3, 74.38 C9, 55.63 C8, 28.94 C10, 28.21 C11, 22.63 C12, 

14.14 C13. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1494, znaleziono 222.1496. 

 

4.1.4.3.4 Eter O-izoamylowy oksymu 2-metoksybenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.14% 43.37% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.45 (s, 1H przy C7), 7.81–7.73 (m, 1H przy C5), 7.36–7.27 (m, 1H 

przy C4), 6.98 – 6.84 (m, 2H przy C2 i C6), 4.19 (t, J = 6.9 Hz, 2H 

przy C9), 3.82 (s, 3H przy C8), 1.82 – 1.69 (m, 1H przy C11), 1.60 (q, 

J = 6.9 Hz 2H przy C10), 0.94 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy C12 i C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.58 C2, 144.48 C7, 131.01 C4, 126.44 C6, 121.13 C1, 120.84 

C5, 111.11 C3, 72.85 C9, 55.63 C8, 37.99 C10, 25.15 C11, 22.77 C12 

i C13. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO2] obliczona 222.1494, znaleziono 222.1493. 
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4.1.4.4 Pochodne oksymu α-amylocynamaldehydu 1 

4.1.4.4.1 Eter O-metylowy oksymu 2-benzylidenoheptanalu  

 

Czystość: Wydajność: 

91.66% 59.75% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (d, J = 0.9 Hz, 1H przy C14), 7.73 (d, J = 0.7 Hz, 1H przy C7), 

7.42 – 7.15 (m, 4H przy C1, C3, C4 i C6), 6.55 (s, 1H przy C5), 3.91 

(s, 3H przy C15), 2.58 – 2.48 (m, 2H przy C9), 1.67 – 1.54 (m, 2H 

przy C10), 1.41 – 1.26 (m, 4H przy C11 i C12), 0.96 – 0.83 (m, 3H 

przy C13). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 153.03 C14, 148.15 C7, 137.44 C2, 136.69 C8, 135.76 C5, 129.34 

C1 lub C3, 129.02 C1 lub C3, 128.48 C4 lub C6, 127.55 C4 lub C6, 

61.96 C15, 32.09 C11, 28.43 C10, 26.79 C9, 22.41 C12, 14.10 C13. 

 

HRMS TOFMS ES+ 

m/z  [C15H21NO] obliczona 232.1701, znaleziono 232.1694. 

 

 

4.1.4.4.2 Eter O-etylowy oksymu 2-benzylidenoheptanalu  

 

Czystość: Wydajność: 

96.32% 37.20% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (d, J= 0.9 Hz, 1H przy C14) 7.74 (d, J = 0.6 Hz, 1H przy C7), 

7.42 – 7.16 (m, 4H przy C1, C3, C4 i C6), 6.55 (s, 1H przy C5), 4.16 

(q, J = 7.1 Hz, 2H przy C15), 2.57 – 2.48 (m, 2H przy C9), 1.67 – 1.55 

(m, 2H przy C10), 1.41 – 1.21 (m, 7H C11, C12 i C16), 0.95 – 0.84 

(m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.75 C14, 147.78 C7, 137.71 C2, 136.77 C8, 135.76 C5, 129.32 

C1 lub C3, 129.01 C1 lub C3, 128.46 C4 lub C6, 127.48 C4 lub C6, 

69.63 C15, 32.09 C11, 28.47 C10, 26.81 C9, 22.42 C12, 14.74 C16, 

14.09 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H23NO] obliczona 246.1858, znaleziono 246.1851. 

 

4.1.4.4.3 Eter O-propylowy oksymu 2-benzylidenoheptanalu  

 

Czystość: Wydajność: 

98.47% 43.06% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.12 – 8.03 (m, 1H przy C14), 7.75 (s, 1H przy C7), 7.42 – 7.14 (m, 

4H przy C1, C3, C4 i C6), 6.54 (s, 1H przy C5), 4.04 (dt, J = 9.1, 6.7 

Hz, 2H przy C15), 2.58 – 2.48 (m, 2H przy C9), 2.47 – 2.39 (m, 2H 

przy C16), 1.77 – 1.54 (m, 2H przy C10), 1.41 – 1.28 (m, 4H C11 i 

C12), 1.00 – 0.84 (m, 6H przy C13 i C17). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.66 C14, 147.68 C7, 137.73 C2, 136.78 C8, 135.78 C5, 129.32 

C1 lub C3, 129.00 C1 lub C3, 128.46 C4 lub C6, 127.46 C4 lub C6, 

75.78 C15, 32.09 C11, 28.47 C10, 26.81 C9, 22.55 C16, 22.42 C12, 

14.09 C13, 10.45 C17. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C17H25NO] obliczona 260.2014, znaleziono 260.2011. 
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4.1.4.4.4  Eter O-amylowy oksymu 2-benzylidenoheptanalu  

 

Czystość: Wydajność: 

92.60% 46.42% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (d, J= 0.9 Hz, 1H przy C14)  7.74 (s, 1H przy C7), 7.41 – 7.16 

(m, 4H przy C1, C3, C4 i C6), 6.54 (s, 1H przy C5), 4.08 (dt, J = 8.9, 

6.7 Hz, 2H przy C15), 2.56 – 2.48 (m, 2H przy C9), 1.74 – 1.54 (m, 

4H przy C10 i C16), 1.43 – 1.26 (m, 8H przy C11, C12, C17 i C18), 

0.96 – 0.73 (m, 6H przy C13 i C19). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.61 C14, 147.64 C7, 137.73 C2, 136.78 C8, 135.34 C5, 129.32 

C1 lub C3, 129.00 C1 lub C3, 128.46 C4 lub C6, 127.46 C4 lub C6, 

74.27 C15, 32.10 C11, 28.99 C16,  28.48 C10, 28.19 C17, 26.82 C9, 

22.63 C18, 22.43 C12, 14.13 C19, 14.10 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C19H29NO] obliczona 288.2327 znaleziono 288.2334. 

 

4.1.4.4.5 Eter O-izoamylowy oksymu 2-benzylidenoheptanalu  

 

Czystość: Wydajność: 

93.00% 71.52% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (d, J= 0.9 Hz, 1H przy C14), 7.74 (s, 1H przy C7). 7.43 – 7.16 

(m, 4H przy C1, C3, C4 i C6), 6.54 (s, 1H przy C5), 4.12 (dt, J = 8.8, 

6.8 Hz, 2H przy C15), 2.58 – 2.48 (m, 2H przy C9), 1.81 – 1.57 (m, 

2H przy C10), 1.60 – 1.45 (m, 1H przy C17), 1.41 – 1.25 (m, 6H przy 

C11, C12 i C16), 0.97 – 0.84 (m, 9H przy C13, C18 i C19). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.59 C14, 147.63 C7, 137.72 C2, 136.78 C8, 135.35 C5, 129.32 

C1 lub C3, 129.00 C1 lub C3, 128.46 C4 lub C6, 127.46 C4 lub C6, 

72.71 C15, 38.11 C14, 32.10 C11, 28.48 C10, 26.82 C9, 25.10 C9, 

22.77 C18 i C19, 22.44 C12, 14.10 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C19H29NO] obliczona 288.2327 znaleziono 288.2325. 

 

4.1.4.5 Pochodne oksymu β-cyklocytralu 12 

4.1.4.5.1 Eter O-etylowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.56% 51.38% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.94 (brs, 1H przy C10), 4.12 (q, J = 7.0 Hz, 2H przy C11), 2.06 – 

2.00 (m, 2H przy C3), 1.76 (s, 3H przy C7), 1.62 – 1.50 (m, 2H przy 

C4), 1.50 – 1.40 (m, 2H przy C5), 1.27 (t, J = 7.0 Hz, 3H przy C12), 

1.13 (s, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.40 C10, 137.85 C2, 132.08 C1, 69.08 C11, 40.12 C5, 33.97 C6, 

33.80 C3, 28.54 C8 i C9, 20.87 C7, 19.05 C4, 14.88 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H21NO] obliczona 196.1701, znaleziono 193.1703. 
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4.1.4.5.2 Eter O-propylowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

92.54% 47.94% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.94 (brs, 1H przy C10), 4.01 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C11), 2.07 – 

1.92 (m, 2H przy C3), 1.76 (s, 3H przy C7), 1.73 – 1.48 (m, 2H przy 

C4), 1.48 – 1.40 (m, 2H przy C5), 1.13 (s, 6H przy C8 i C9), 0.93 (t,  

J = 7.0 Hz 3H). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.31 C10, 137.75 C2, 132.08 C1, 75.27 C11, 40.12 C5, 33.97 C6, 

33.78 C3, 28.54 C8 i C9, 22.68 C12, 21.91 C7, 20.88 C7, 19.05 C4, 

10.36 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H23NO] obliczona 210.1858, znaleziono 210.1859. 

 

4.1.4.5.3 Eter O-propargilowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.61% 48.88% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.00 (brs, 1H przy C10), 4.69 – 4.60 (m, 2H przy C11), 2.47 – 2.38 

(m, 1H przy C13), 2.08–2.00 (m, 2H przy C3), 1.77 (s, 3H przy C7), 

1.67 – 1.51 (m, 2H przy C4), 1.49 – 1.41 (m, 2H przy C5), 1.14 (s, 5H 

przy C8 i C9), 1.02 (s, 1H przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 150.00 C10, 139.25 C2, 131.73 C1, 80.04 C13, 74.29 C12, 61.18 

C11, 40.13 C5, 33.91 C6, 33.74 C3, 28.48 C8 i C9, 20.90 C7, 18.99 

C4. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1540. 

 

4.1.4.5.4 Eter O-butylowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.80% 49.12% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.94 (s, 1H przy C10), 4.06 (t, J = 6.7, 0.8 Hz, 2H przy C11), 2.06–

1.99 (m, 2H przy C3), 1.76 (s, 3H przy C7), 1.70 – 1.54 (m, 4H przy 

C4 i C12), 1.49 – 1.31 (m, 4H przy C5 i C13), 1.13 (s, 6H przy C8 i 

C9), 0.93 (t, J = 7.3, 0.8 Hz, 3H przy C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.29 C10, 137.75 C2, 132.07 C1, 73.47 C11, 40.11 C5, 33.97 C6, 

33.78 C3, 31.50 C12, 28.54 C8 i C9, 20.88 C7, 19.16 C13, 19.05 C4, 

14.04 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H25NO] obliczona 224.2014, znaleziono 224.2018. 
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4.1.4.5.5 Eter O-amylowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.58% 44.39% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.94 (s, 1H przy C10), 4.05 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C11), 2.06–1.99 

(t, J = 6.3 Hz, 2H przy C3), 1.76 (s, 3H przy C7), 1.72 – 1.54 (m, 4H 

przy C4 i C12), 1.54 – 1.41 (m, 2H przy C5), 1.39–1.26 (m, 4H przy 

C13 i C14), 1.13 (s, 6H przy C8 i C9), 0.93 – 0.84 (m, 3H przy C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.29 C10, 137.75 C2, 132.08 C1, 73.76 C11, 40.11 C5, 33.97 C6 

33.78 C3 29.10 C12, 28.54 C8 i C9, 28.14 C13 22.63 C14, 20.89 C7, 

19.05 C4, 14.12 C15. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H27NO] obliczona 238.2171, znaleziono 238.2171. 

 

4.1.4.5.6 Eter O-izoamylowy oksymu 2,6,6-trimetylo-1-cykloheksene-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.13% 56.08% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.93 (s, 1H przy c10), 4.09 (t, J = 6.9 Hz, 2H przy C11), 2.06–1.99 

(m, 2H przy C3), 1.76 (s, 3H przy C7), 1.74–1.65 (m, 3H przy C4 i 

C13), 1.66 – 1.49 (m, 2H przy C5), 1.49 – 1.40 (m, 2H przy C12), 1.13 

(d, J = 0.8 Hz, 6H przy C8 i C9), 0.91 (d, J = 6.5, 0.7 Hz, 6H przy C14 

i C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.29 C10, 137.74 C2, 132.07 C1, 72.22 C11, 40.11 C5, 38.17 C12, 

33.97 C6, 33.77 C3, 28.55 C8 i C9, 25.08 C13, 22.77 C14 i C15, 20.89 

C7, 19.05 C4. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H27NO] obliczona 238.2171, znaleziono 238.2173. 

 

 

4.1.4.6 Pochodne oksymu dihydrojasmonu 15 

4.1.4.6.1 Eter O-metylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.68% 41.58% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 3.85 (s, 3H przy C12), 2.58 – 2.51 (m, 2H przy C6), 2.41–2.32 (m, 

2H przy C4), 2.19 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.83 (t, J = 1.4 Hz, 3H 

przy C11), 1.50 – 1.38 (m, 2H przy C7), 1.38 – 1.18 (m, 4H przy C9 i 

C8) 0.87 (t, J = 7.1 Hz, 3H przy C10). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.81 C1, 150.83 C3, 134.63 C2, 61.60 C12, 34.34 C6, 31.88 C8 

lub C9, 27.96 C8 lub C9, 24.95 C4, 24.25 C5, 22.63 C9, 15.44 C11, 

14.16 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H21NO] obliczona 196.1701 znaleziono 196.1703. 
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4.1.4.6.2 Eter O-etylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.44% 28.75% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ  4.08 (q, 2H, J = 7.0 Hz przy C12) , 2.60 – 2.52 (m, 2H przy C6), 

2.39 – 2.31 (m, 2H przy C4), 2.23 – 2.15 (m, 2H przy C5), 1.82 (s, 3H 

przy C11), 1.50 – 1.37 (m, 2H przy C7), 1.37 – 1.18 (m, 7H przy C8, 

C9 i C13), 0.87 (t, 3H, J = 7.1 Hz przy C10). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.50 C1, 150.23 C3, 134.86 C2, 69.02 C12, 34.32 C6, 31.85 C8 

lub C9, 27.95 C7, 25.04 C4, 24.26 C5, 22.61 C9, 15.38 C11, 14.93 

C10, 14.12 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H23NO] obliczona 210.1858, znaleziono 210.1860. 

4.1.4.6.3 Eter O-propylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.41% 38.31% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 3.99 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C12), 2.60 – 2.53 (m, 2H przy C6), 2.39 

– 2.31 (m, 2H przy C4), 2.19 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.82 (d, J = 

2.6 Hz, 3H przy C11), 1.73 – 1.57 (m, 2H przy C13), 1.50 – 1.38 (m, 

2H przy C7), 1.37 – 1.17 (m, 4H przy C8 i C9), 0.98 – 0.81 (m, 6H 

przy C10 i C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.51 C1, 150.23 C3, 134.83 C2, 75.22 C12, 34.32 C4, 31.86 C8, 

27.97 C7, 25.00 C6, 24.27 C5, 22.68 C9, 22.64 C13, 15.41 C11, 14.15 

C10, 10.55 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H25NO] obliczona 224.2014, znaleziono 224.2013. 

 

4.1.4.6.4 Eter O-allilowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

92.01% 35.87% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.05–5.93 (m, 1H przy C13), 5.32–5.12 (m, 2H przy C14), 4.55 (dt, 

J = 5.6, 1.4 Hz, 2H przy C12), 2.66 – 2.53 (m, 2H przy C6), 2.40–2.31 

(m, 2H przy C4), 2.19 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.83 (bs, J = 1.4 

Hz, 3H przy C11), 1.51 – 1.38 (m, 2H przy C7), 1.37 – 1.17 (m, 4H 

przy C8 i C9), 0.87 (t, J = 7.1 Hz, 3H przy C10). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.98 C1, 150.70 C3, 135.10 C13, 134.75 C2, 116.88 C14, 74.63 

C12, 34.36 C4, 31.84 C8, 27.91 C7, 25.14 C6, 24.26 C5, 22.62 C9, 

15.42 C11, 14.15 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H23NO] obliczona 222.1858, znaleziono 222.1860. 
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4.1.4.6.5 Eter O-propargilowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.00% 11.07% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.64 (d, J = 2.4 Hz, 2H przy C12), 2.65 – 2.56 (m, 3H przy C6 i 

C14), 2.44 – 2.32 (m, 2H przy C4), 2.19 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 

1.83 (d, J = 1.4 Hz, 3H przy C11), 1.53 – 1.38 (m, 1H przy C7), 1.37 

– 1.17 (m, 4H przy C8 i C9), 0.87 (t, J = 7.1 Hz, 3H przy C10). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 169.03 C1, 151.68 C3, 134.61 C2, 80.69 C13, 73.71 C12, 61.20 C14, 

34.38 C4, 31.83 C8, 27.87 C7, 25.18 C6, 24.25 C5, 22.63 C9, 15.46 

C11, 14.15 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H21NO] obliczona 220.1701, znaleziono 220.1707. 

 

4.1.4.6.6 Eter O-butylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.60% 25.81% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.08 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C12), 2.63 – 2.55 (m, 2H przy C6), 2.42 

– 2.33 (m, 2H przy C4), 2.23 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.84 (d, J = 

1.4 Hz, 3H przy C11), 1.70–1.53 (m, 2H przy C13), 1.50 – 1.18 (m, 

8H przy C7, C8, C9 i C14), 0.99 – 0.77 (m, 6H przy C10 i C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 168.21 C1, 152.03 C3, 134.75 C2, 73.67 C12, 34.39 C4, 31.82 C8, 

31.49 C13, 28.02 C7, 25.25 C6, 24.27 C5, 22.65 C9, 19.33 C14, 15.56 

C11, 14.16 C10, 14.11 C15. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H27NO] obliczona 238.2171, znaleziono 238.2172. 

 

4.1.4.6.7 Eter O-amylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.48% 17.45% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.09 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C12), 2.63 – 2.56 (m, 2H przy C6), 2.44 

– 2.35 (m, 2H przy C4), 2.25 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.85 (d, J = 

1.3 Hz, 3H przy C11), 1.71 – 1.58 (m, 2H przy C13), 1.50 – 1.39 (m, 

2H przy C7), 1.39 – 1.31 (m, 1H), 1.35 – 1.18 (m, 3H przy C16), 0.95 

– 0.80 (m, 3H przy C10). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 168.49 C1, 152.77 C3, 134.73 C2, 74.05 C12, 34.41 C4, 31.81 C8, 

29.01 C13, 28.28 C14, 28.16 C15, 28.03 C7, 25.34 C6, 24.27 C5, 

22.64 C9, 15.61 C11, 14.14 C10 i C16. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H29NO] obliczona 252.2327, znaleziono 252.2323. 
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4.1.4.6.8 Eter O-izoamylowy oksymu 3-metylo-2-pentylo-2-cyklopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.09% 29.99% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.11 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C12), 2.61 – 2.54 (m, 2H przy C6), 2.40 

– 2.33(m, 2H przy C4), 2.23 (t, J = 7.6 Hz, 2H przy C5), 1.84 (d, J = 

1.3 Hz, 3H przy C11), 1.58–1.51 (m, 2H przy C14), 1.50 – 1.38 (m, 

2H przy C7), 1.37–1.18 (m, 6H C8, C9 i C13), 1.00 – 0.79 (m, 9H przy 

C10, C15 i C16). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 168.17 C1, 152.04 C3, 134.75 C2, 72.45 C12, 38.16 C13, 34.38 C4, 

31.82 C8, 28.01 C7, 25.28 C14, 24.27 C5, 22.84 C15 i C16, 22.65 C9, 

15.55 C11, 14.16 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H29NO] obliczona 252.2327,  znaleziono 252.2323. 

 

4.1.4.7 Pochodne oksymu (+)-dihydrokarwonu 13 

4.1.4.7.1 Eter O-etylowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.48% 51.39% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.77–4.69 (m, 2H przy C9), 4.06 (q, J = 7.0 Hz, 2H przy C11), 3.32 

(ddd, J = 13.5, 3.9, 2.1 Hz, 1H przy C1), 2.23–2.11 (m, 1H przy C4), 

2.10–1.99 (m, 1H przy C6), 1.98 – 1.76 (m, 2H przy C4 i C5), 1.72 (t, 

J = 1.2 Hz, 3H przy C10), 1.70 – 1.54 (m, 1H przy C6), 1.46–1.32 (m, 

1H przy C1), 1.30 – 1.17 (m, 3H przy C7), 1.16 – 0.99 (m, 3H przy 

C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.39 C3, 148.92 C8, 109.25 C9, 68.73 C11, 44.91 C2, 37.35 C5, 

35.49 C4, 30.99 C6, 29.98 C1, 20.84 C10, 16.51 C7, 14.67 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H21NO] obliczona 196.1701, znaleziono 196.1704. 

 

4.1.4.7.2 Eter O-propylowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.25% 63.92% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.78–4.71 (m, 2H przy C9), 3.96 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C11), 3.34 

(ddd, J = 13.5, 3.9, 2.1 Hz, 1H przy C1), 2.24 – 1.97 (m, 2H przy C4 

i C6), 1.97 – 1.76 (m, 2H przy C4 i C5), 1.72 (t, J = 1.2 Hz, 3H przy 

C10), 1.70 – 1.53 (m, 3H przy C6 i C12), 1.48–1.33 (m, 1H przy C6), 

1.32–1.16 (m, 1H przy C1), 1.15 – 0.99 (m, 3H przy C7), 0.96 – 0.85 

(m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.47 C3, 148.92 C8, 109.25 C9, 74.91 C11, 44.98 C2, 37.35 C5, 

35.50 C4, 30.96 C6, 29.99 C1, 22.46 C12, 20.85 C10, 16.51 C7, 10.56 

C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H23NO] obliczona 210.1858, znaleziono 210.1859. 
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4.1.4.7.3 Eter O-allilowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.71% 55.58% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.06 – 5.92 (m, 1H przy C12), 5.31 – 5.12 (m, 2H przy C13), 4.77 – 

4.70 (m, 2H przy C9), 4.56 – 4.48 (m, 2H przy C11), 3.35 (ddd, J = 

13.5, 3.8, 2.1 Hz, 1H przy C1), 2.24 – 2.11 (m, 1H przy C6), 2.11 – 

2.00 (m, 1H przy C4), 1.99 – 1.89 (m, 1H przy C5), 1.88 – 1.76 (m, 

1H przy C4), 1.72 (bs, 3H przy C10), 1.65 – 1.54 (m, 1H przy C6), 

1.48 – 1.33 (m, 1H przy C1), 1.31 – 1.16 (m, 1H przy C6), 1.08 (d, J 

= 6.5 Hz, 3H przy C7). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 
δ 161.98 C3, 148.84 C8, 134.86 C12, 116.96 C13, 109.31 C9,  74.31 

C12, 44.92 C2, 37.40 C5, 35.50 C4, 30.99 C6, 30.09 C1, 20.84 C10, 

16.45 C7. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1702. 

 

4.1.4.7.4 Eter O-propargilowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

90.60% 40.41% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.79 – 4.70 (m, 2H przy C9), 4.62 (d, J = 2.4 Hz, 2H przy C11), 3.32 

(ddd, J = 13.6, 3.8, 2.0 Hz, 1H przy C1), 2.41 (t, J = 2.4 Hz, 1H przy 

C13), 2.26 – 2.13 (m, 1H przy C6), 2.12–2.00 (m, 1H przy C4), 1.99–

1.89 (m, 1H przy C5), 1.88–1.78 (m, 1H przy C4), 1.76 – 1.51 (m, 3H 

przy C10), 1.46–1.33 (m, 1H przy C6), 1.32 – 1.18 (m, 2H przy C1 i 

C6), 1.10 (d, J = 6.5 Hz, 3H przy C7). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 163.29 C3, 148.68 C8, 109.41 C9, 80.47 C13, 73.80 C12, 60.88 C11, 

44.93 C2, 37.48 C5, 35.49 C4, 30.96 C6, 30.20 C1, 20.83 C10, 16.39 

C7. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H20NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1550. 

4.1.4.7.5 Eter O-butylowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.43% 34.07% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.78 – 4.70 (m, 2H przy C9), 4.11 – 3.98 (m, 2H przy C11), 3.42 – 

3.27 (m, 1H przy C1), 2.25 – 1.98 (m, 2H przy C2 i C6), 1.97–1.87 

(m, 1H przy C6), 1.86–1.77 (m, 1H przy C4), 1.76 – 1.57 (m, 3H przy 

C10), 1.48 – 1.30 (m, 4H przy C12 i C13), 1.29–1.20 (m, 1H przy 

C5), 1.21 – 1.10 (m, 1H przy C4), 1.09 (d, 3H przy C7), 1.08 – 0.99 

(m, 1H przy C6), 0.92 (t, J = 7.4, 2.6 Hz, 3H przy C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

161.65 C3, 148.91 C8, 109.28 C9, 73.48 C11, 44.93 C2, 37.30 C5, 

35.40 C4, 31.30 C12, 30.86 C6, 29.98 C1, 20.87 C10, 19.38 C13, 

16.56 C7, 14.10  C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H25NO] obliczona 224.2014, znaleziono 224.2018. 
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4.1.4.7.6 Eter O-amylowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.50% 62.85% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.76–4.70 (m, 2H przy C9), 4.04–3.91 (m, 2H przy C11), 3.33 

(ddd, J = 13.6, 3.9, 2.1 Hz, 1H przy C1), 2.23 – 1.99 (m, 2H przy 

C2 i C6), 1.99 – 1.76 (m, 2H  przy C4 i C6), 1.75 – 1.52 (m, 7H 

przy C1, C5, C10, C12), 1.49 – 1.16 (m, 5H przy C4, C13 i C14), 

1.15 – 0.99 (m, 3H przy C7), 0.97 – 0.83 (m, 3H przy C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.45 C3, 148.95 C8, 109.25 C9, 73.44 C11, 44.98 C2, 37.35 

C5, 35.50 C4, 30.95 C6, 30.02 C1, 28.66 C12 28.35 C13, 22.62 

C14, 20.86 C10, 16.53 C7, 14.16 C15. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H27NO] obliczona 238.2171, znaleziono 238.2173. 

 

4.1.4.7.7 Eter O-izoamylowy oksymu (2R,5R)-5-izoopropenylo-2-metylolcykloheksanonu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.20% 43.68% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 4.76–4.70 (m, 2H przy C9), 4.08–3.98(m, 2H przy C11), 3.32 

(ddd, J = 13.5, 3.8, 2.0 Hz, 1H przy C1), 2.23 – 2.09 (m, 1H przy 

C2), 2.08–1.98 (m, 1H przy C6), 1.98 – 1.77 (m, 2H przy C4 i 

C6), 1.73 – 1.33 (m, 8H przy C1, C5, C10, C12 i C13), 1.31–1.16 

(m, 1H przy C4), 1.15–1.03 (m, 3H przy C7), 0.91 (d, J = 6.6 Hz, 

6H przy C14 i C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.43 C3, 148.95 C8, 109.25 C9, 71.95 C11, 44.97 C2, 37.98 

C13, 37.35 C5, 35.51 C4, 30.94 C6, 30.06 C1, 25.38 C13, 22.84 

C14 i C15, 16.53 C7. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H27NO] obliczona 238.2171, znaleziono 238.2173. 

 

4.1.4.8 Pochodne oksymu α-heksylocynamaldehydu 2 

4.1.4.8.2 Eter O-butylowy oksymu (2E)-2-benzylideneoctanalu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.63% 44.50% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.74 (s, 1H przy C15) 7.41 –7.22 (m, 4H przy C1, C3, C4 i 

C6), 6.54 (s, 1H przy C5), 4.10 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C16), 

2.56 – 2.48 (m, 1H C7), 1.72 – 1.54 (m, 3H przy C8 i C18), 

1.50 – 1.21 (m, 12H przy C9, C10, C11, C12, C13 i C17), 0.99 

– 0.80 (m, 6H przy C14 i C19). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.61 C15, 137.73 C2, 135.33 C5, 129.00 C1 i C3, 128.46 

C4 i C6, 73.97 C16, 33.18 C9, 32.10 C12, 31.40 C10, 28.48 C8, 

26.82 C7, 22.43 C17, 19.22 C18, 14.10 C14, 14.05 C19. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C19H31NO] obliczona 288.2330 znaleziono 288.2328. 
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4.1.4.9 Pochodne oksymu α-izometylojononu 9 

4.1.4.9.1 Eter O-metylowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

90.11% 40.62% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.65–5.56 (m, 1H przy C10 ), 5.41–5.34 (m, 1H przy C3), 3.89 

(s, 3H przy C15), 2.65 (d, J = 10.9 Hz, 1H przy C1), 2.61 (s, 1H 

przy C14), 2.22 – 2.12 (m, 1H przy C1), 2.07–1.98 (m, 2H przy 

C4), 1.96 (s,3H przy C12), 1.55 – 1.48 (m, 3H przy C7), 1.30 – 

1.16 (m, 2H przy C5) 0.90 (s, 3H przy C8 lub C9), 0.78 (s, 3H 

przy C9 lub C8). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.07 C13, 134.83 C10, 134.14 C2, 133.23 C11, 120.96 C3, 

61.70 C15, 49.33 C1, 32.87 C5, 32.19 C6, 27.42 C9, 26.94 C8, 

23.16 C4, 22.91 C1, 13.30 C12, 10.79 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2024. 

 

4.1.4.9.2 Eter O-etylowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.84% 35.50% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.64–5.56 (m, 1H przy C10), 5.42–5.34 (m, 1H przy C3), 4.14 

(q, J = 7.0 Hz, 2H przy C15), 2.65 (d, J = 11.2 Hz, 1H przy C1), 

2.08–1.98 (m, 2H przy C4), 1.97 (s, 3H przy C14), 1.94–1.89 

(m, 3H przy C12), 1.60 – 1.40 (m, 3H przy C7), 1.27 (t, J = 7.1 

Hz, 3H przy C16), 1.26 – 1.16 (m, 2H przy C5), 0.91 (s, 3H 

przy C8 lub C9), 0.78 (s, 3H przy C9 lub C8). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 156.65 C13, 134.92 C2, 133.76 C10, 133.52 C11, 120.89 C3, 

69.38 C15, 49.31 C1, 32.88 C5, 32.22 C6, 27.43 C9, 26.93 C8, 

23.16 C4, 22.92 C7, 14.81 C16, 13.29 C12, 10.88 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H27NO] obliczona 250.2171, znaleziono 250.2172. 
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4.1.4.9.3 Eter O-propylowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.37% 55.12% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.66 – 5.57 (m, 1H przy C10), 5.42 – 5.35 (m, 1H przy C3), 4.06 

(t, J = 6.7 Hz, 2H przy C15), 2.65 (d, J = 10.9 Hz, 1H przy C1), 

2.07 – 1.99 (m, 2H przy C4), 1.98 (s, 3H przy C14), 1.93 (d, J = 

1.3 Hz, 3H przy C12), 1.76 – 1.62 (m, 2H przy C5), 1.57 – 1.41 

(m, 3H przy C17), 1.27 – 1.16 (m, 2H przy C16), 1.00 – 0.86 (m, 

3H przy C8 lub C9), 0.78 (s, 3H przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.09 C13, 134.84 C2, 134.33 C10, 133.32 C11, 120.97 C3, 

75.66 C15, 49.35 C1, 32.89 C5, 32.17 C6, 27.41 C9, 26.98 C8, 

23.16 C4, 22.94 C7, 22.54 C16, 13.39 C12, 10.99 C14, 10.60 C17. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C17H29NO] obliczona 264.2327, znaleziono 264.2327. 

4.1.4.9.4 Eter O-allilowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.98% 44.37% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.10 – 5.95 (m, 1H przy C10), 5.66 – 5.58 (m, 1H przy C16), 

5.44 –5.24 (m, 1H przy C3), 5.23 – 5.16 (m, przy C17), 4.61 (dt, 

J = 5.8, 1.4 Hz, 2H przy C15), 2.65 (d, J = 11.0 Hz, 1H C1), 2.10 

– 1.94 (m, 2H C4), 1.99 (s, 3H przy C14), 1.91 (d, J = 1.3 Hz, 3H 

przy C12), 1.61 – 1.55 (m, 2H przy C5), 0.90 (s, 3H przy C8 lub 

C9), 0.78 (s, 3H przy C8 lub C9) 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.28 C13, 134.83 C2, 134.68 C10, 134.23 C16, 133.33 C11, 

120.97 C3, 117.30 C17, 74.94 C15, 49.33 C1, 32.88 C6, 32.18 

C5, 27.41 C9 lub C8, 26.95 C9 lub C8, 23.16 C4, 23.00 C15, 

22.92 C7, 13.30 C12, 11.00 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C17H27NO] obliczona 262.2171, znaleziono 262.2174. 

4.1.4.9.5 Eter O-propargilowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.54% 67.92% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.69 – 5.60 (m, 1H przy C10), 5.42 – 5.35 (m, 1H przy C3), 

4.70 (d, J = 2.4 Hz, 2H przy C15), 2.65 (d, J = 11.0 Hz, 1H przy 

C1), 2.45 (t, J = 2.4 Hz, 1H przy C17), 2.09 – 1.90 (m, 7H przy 

C4, C12, C14 i C16), 1.55 – 1.40 (m, 3H przy C7), 1.33 – 1.14 

(m, 2H przy C5), 0.96 – 0.72 (m, 7H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 158.26 C13, 134.85 C2, 134.71 C10, 133.10 C11, 121.06 C3, 

80.31 C17, 74.03 C16, 61.42 C15, 49.33 C1, 32.88 C6, 32.15 C5, 

27.40 C9 lub C8, 26.63 C9 lub C8, 23.15 C4, 22.93 C7, 13.29 

C12, 11.05 C14. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C17H25NO] obliczona 260.2014, znaleziono 260.2017. 
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4.1.4.9.6 Eter O-butylowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.20% 3.99% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.68 – 5.60 (m, 1H przy C10), 5.42–5.36 (m, 1H przy C3), 

4.13 (t, J = 6.6 Hz, 2H przy C15), 2.66 (d, J = 10.9 Hz, 1H 

przy C1), 2.07 – 2.00 (m, 2H przy C4), 1.99 (s, 3H przy 

C14), 1.96–1.93 (d, J = 1.3 Hz, 2H przy C16), 1.91 (bs, 3H 

przy C12), 1.71 – 1.60 (m, 2H przy C5), 1.54 – 1.33 (m, 3H 

przy C7), 1.26–1.16 (m,2H przy C17), 1.00 – 0.87 (m, 3H 

przy C18), 0.89 (m, 3H przy C8 lub C9), 0.79 (s, 3H przy 

C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 157.33 C13, 134.77 C2, 134.72 C10, 133.19 C11, 121.03 

C3, 73.98 C15, 49.39 C1, 32.91 C6, 32.17 C5, 31.36 C16, 

27.41 C9 lub C8, 26.97 C9 lub C8, 23.16 C4, 22.93 C7, 

19.36 C17, 14.06 C18, 13.45 C12, 11.11 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C18H31NO] obliczona 278.2484, znaleziono 278.2489. 

 

4.1.4.9.7 Eter O-amylowy oksymu 3-metylo-4-(2,6,6-trimetylo-2-cykloheksen-1-yl)-3-

buten-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.64% 1.90% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.64–5.55 (m, 1H przy C10), 5.41–5.34 (m, 1H przy C3), 

4.08 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C15), 2.65 (d, J = 10.9 Hz, 1H 

przy C1), 2.07 – 1.98 (m, 2H przy C4), 1.97 (s, 3H przy 

C14), 1.92 (bs, 3H przy C12), 1.73 – 1.61 (m, 2H przy C16), 

1.59–1.50 (m, 3H przy C7), 1.51 – 1.41 (m, 2H przy C5), 

1.42–1.27 (m, 4H przy C17 i C18), 1.26–1.16 (m, 1H), 0.96 

– 0.86 (m, 6H przy C8 i C9), 0.78 (s, 3H przy C19). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 156.67 C13, 134.94 C2, 133.78 C10, 133.49 C11, 120.89 

C3, 74.08 C15, 49.31 C1, 32.88 C6, 32.20 C5, 29.00 C16, 

28.36 C17, 27.42 C8 lub C9, 26.95 C8 lub C9, 23.16 C4, 

22.93 C7, 22.64 C18, 14.15 C19, 13.32 C12, 10.88 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z [C19H33NO] obliczona 292.2640, znaleziono 292.2638. 
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4.1.4.10 Pochodne oksymu cis-jasmonu 17 

4.1.4.10.1 Eter O-metylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.76% 35.02% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.43 – 5.28 (m, 2H przy C8 i C9), 3.85 (s, 3H przy C12), 2.96 (d, J 

= 5.3 Hz, 2H przy C7), 2.60 – 2.51 (m, 2H przy C4), 2.40 – 2.32 (m, 

2H przy C5), 2.22 – 2.10 (m, 2H przy C10), 1.88 – 1.81 (m, 3H przy 

C6), 0.98 (t, J = 7.5 Hz, 3H przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.27 C1, 150.99 C3, 133.19 C2, 131.84 C9, 125.91 C8, 61.66 C12, 

34.48 C5, 24.93 C4, 22.59 C7, 20.65 C10, 15.41 C6, 14.35 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H19NO] obliczona 194.1545, znaleziono 194.1542. 

4.1.4.10.2 Eter O-etylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.55% 46.59% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.41 – 5.29 (m, 2H przy C8 i C9), 4.08 (q, J = 7.0 Hz, 2H przy C12), 

2.96 (d, J = 4.9 Hz, 2H przy C7), 2.61 – 2.52 (m, 2H przy C4), 2.40 – 

2.32 (m, 2H przy C5), 2.22 – 2.10 (m, 2H przy C10), 1.85 (d, J = 1.4 

Hz, 3H przy C6), 1.25 (t J = 7.0, 3H przy C13), 1.02 – 0.89 (m, 3H 

przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 166.98 C1, 150.45 C3, 133.39 C2, 131.74 C9, 126.02 C8, 69.14 C12, 

34.46 C5, 25.03 C4, 22.63 C7, 20.63 C10, 15.38 C6, 14.93 C13, 14.36 

C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701 znaleziono 208.1698. 

 

4.1.4.10.3 Eter O-propylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

92.90% 59.56% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.41 – 5.28 (m, 2H przy C8 i C9), 3.99 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C12), 

2.96 (d, J = 4.9 Hz, 2H przy C7), 2.61 – 2.53 (m, 2H przy C4), 2.40 – 

2.31 (m, 2H przy C5), 2.22 – 2.10 (m, 2H przy C10), 1.85 (t, J = 1.3 

Hz, 3H przy C6), 1.74 – 1.59 (m, 2H przy C13), 1.03 – 0.86 (m, 6H 

przy C11 i C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 166.99 C1, 150.47 C3, 133.38 C2, 131.73 C9, 126.01 C8, 75.33 C12, 

34.46 C5, 27.58, 25.00 C4, 22.64 C7, 20.63 C10, 15.39 C6, 14.35 C11, 

10.54 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H23NO] obliczona 222.1858, znaleziono 222.1856. 
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4.1.4.10.4 Eter O-allilowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.10% 61.72% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.08 – 5.94 (m, 2H przy C13), 5.43 –5.22 (m, 2H przy C8 i C9), 

5.21 – 5.12 (m, 1H przy C14), 4.59 – 4.51 (m, 2H przy C12), 2.96 

(d, J = 5.1 Hz, 2H przy C7), 2.65 – 2.55 (m, 2H przy C4), 2.41 – 

2.32 (m, 2H przy C5), 2.23 – 2.08 (m, 2H przy C10), 1.85 (d, J = 

1.4 Hz, 3H przy C6), 0.97 (t, J = 7.5 Hz, 3H przy C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.45 C1, 150.89 C3, 135.09 C13, 133.29 C2, 131.80 C9, 

125.94 C8, 116.95 C14, 74.75 C12, 34.49 C5, 25.12 C4, 22.62 

C7, 20.63 C10, 15.40 C6, 14.37 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H21NO] obliczona 220.1701, znaleziono 220.1699. 

 

4.1.4.10.5 Eter O-propargilowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.08% 7.46% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.49 – 5.28 (m, 2H przy C8 i C9), 4.72 – 4.59 (d, J = 3.9 Hz, 

2H przy C12), 3.02 – 2.88 (m, 2H przy C7), 2.70 – 2.56 (m, 2H 

przy C4), 2.47 – 2.33 (m, 3H przy C5 i C14), 2.22 – 2.06 (m, 2H 

przy C10), 1.88 – 1.82 (m, 3H przy C6), 1.02 – 0.82 (m, 3H przy 

C11). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 168.54 C1, 151.90 C3, 133.14 C2, 131.92 C9, 125.77 C8, 80.63 

C14, 73.76 C12, 61.28 C13, 34.51 C5, 25.18 C4, 22.61 C7, 20.64 

C10, 15.44 C6, 14.37 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H19NO] obliczona 218.1545, znaleziono 218.1541. 

 

4.1.4.10.6 Eter O-butylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

91.44% 30.33% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.42 – 5.29 (m, 2H przy C8 i C9), 4.06 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy 

C12), 2.99 (d, J = 5.1 Hz, 2H przy C7), 2.64 – 2.54 (m, 2H przy 

C4), 2.41 – 2.33 (m, 2H przy C5), 2.20 – 2.10 (m, 2H przy C10), 

1.86 (d, J = 2.6 Hz, 3H przy C6), 1.72 – 1.55 (m, 2H przy C13), 

1.44 – 1.31 (m, 2H przy C14), 1.03 – 0.83 (m, 6H przy C11 i C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.44 C1, 151.65 C3, 133.31 C2, 131.83 C9, 125.88 C8, 73.71 

C12, 34.50 C5, 31.47 C13, 25.17 C4, 22.65 C7, 20.66 C10, 19.33 

C14, 15.50 C6, 14.37 C11, 14.11 C15. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2012. 
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4.1.4.10.7 Eter O-amylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.10% 5.94% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.43 – 5.29 (m, 2H przy C8 i C9), 4.06 (t, J = 6.7 Hz, 2H 

przy C12), 3.00 (d, J = 5.1 Hz, 2H przy C7), 2.65 – 2.53 (m, 

2H przy C4), 2.45 – 2.30 (m, 2H przy C5), 2.22 – 2.00 (m, 2H 

przy C10), 1.86 (d, J = 1.4 Hz, 3H przy C6), 1.72 – 1.58 (m, 

2H przy C13), 1.39 – 1.26 (m, 4H przy C14 i C15) 1.03 – 0.82 

(m, 6H przy C11 i C16). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 167.59 C1, 152.03 C3, 133.31 C2, 131.87 C9, 125.84 C8, 

74.04 C12, 34.52 C5, 29.03 C13, 28.30 C14, 25.22 C4, 22.71 

C7, 22.66 C15, 20.66 C10, 15.53 C6, 14.35 C11, 14.16 C16. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H27NO] obliczona 250.2171, znaleziono 250.2168. 

 

4.1.4.10.8 Eter O-izoamylowy oksymu cis-3-metylo-2-(2-pentenylo)-2-cykopenten-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.50% 30.39% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 5.43 – 5.30 (m, 2H), 4.06 (t, J = 6.9 Hz, 2H), 2.96 (d, J = 

4.9 Hz, 2H), 2.60 – 2.52 (m, 2H), 2.40 – 2.31 (m, 2H), 2.16 

(tdd, J = 7.5, 6.4, 4.9 Hz, 2H), 1.84 (d, J = 1.4 Hz, 3H), 1.69 

(dp, J = 13.3, 6.7 Hz, 1H), 1.59 – 1.49 (m, 3H), 0.98 (t, J = 

7.5 Hz, 3H), 0.91 (d, J = 6.6 Hz, 6H). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 166.90 C1, 150.40 C3, 133.37 C2, 131.73 C9, 126.03 C8, 

72.34 C12, 38.21 C13, 34.45 C5, 25.31 C4, 25.05 C1, 22.85 

C7, 22.64 C15 i C16, 20.64 C10, 15.39 C6, 14.37 C11. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C16H27NO] obliczona 250.2171, znaleziono 250.2172. 

 

4.1.4.11 Pochodne oksymu  (1R)-(–)-myrtenalu 

4.1.4.11.1 Eter O-etylowy oksymu (1R)-6,6-dimetylobicyklo[3.1.1]hept-2-en-2-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.16% 79.76% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.66 (s, 1H przy C10), 5.83–5.77 (m, 1H przy C3), 4.08 (q, 

J = 7.1 Hz, 2H przy C11), 2.82 (td, J = 5.7, 1.5 Hz, 1H przy 

C1), 2.48 – 2.36 (m, 3H przy C4 i C7), 2.16–2.08 (m, 1H przy 

C5), 1.32 (s, 3H przy C8 lub C9), 1.24 (t, J = 7.1 Hz, 3H przy 

C12), 1.14 (d, J = 9.0 Hz, 1H przy C7), 0.80 (s, 3H przy C8 

lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 150.00 C10, 143.17 C2, 130.82 C3, 69.38 C11, 40.81 C5, 

40.46 C1, 37.73 C6, 32.41 C4, 31.23 C9, 26.09 C8 lub C9, 

20.96 C8 lub C9, 14.56 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO] obliczona 194.1545, znaleziono 194.1548. 
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4.1.4.11.2  Eter O-propylowy oksymu (1R)-6,6-dimetylobicyklo[3.1.1]hept-2-en-2-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.55% 70.90% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.67 (s, 1H przy C10), 5.83–5.86 (m, 1H przy C3), 3.98 (t, J = 6.8 

Hz, 2H przy C11), 2.82 (td, J = 5.7, 1.5 Hz, 1H przy C1), 2.49 – 2.29 

(m, 3H przy C4 i C7), 2.16–2.08 (m, 1H przy C5), 1.65 (sex, J = 7.3 

Hz, 2H przy C12), 1.31 (s, 3H przy C8 lub C9), 1.14 (d, J = 9.0 Hz, 1H 

przy C7), 0.92 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C13), 0.80 (s, 3H przy C8 lub 

C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 149.92 C10, 143.19 C2, 130.71 C3, 75.55 C11, 40.81 C5, 40.46 C1, 

37.72 C6, 32.41 C4, 31.24 C7, 26.09 C8 lub C9, 22.37 C12, 20.96 C8 

lub C9, 10.46 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1703. 

 

4.1.4.11.3 Eter O-allilowy oksymu (1R)-6,6-dimetylobicyklo[3.1.1]hept-2-en-2-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.40% 61.12% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.70 (s, 1H przy C10), 6.05–5.91 (m, 1H przy C12), 5.85–5.78 (m, 

1H przy C3), 5.29 (dq, J = 17.3, 1.6 Hz, 1H przy C13), 5.19 (dq, J = 

10.4, 1.3 Hz, 1H przy C13), 4.54 (dt, J = 5.8, 1.4 Hz, 2H przy C11), 

2.81 (td, J = 5.7, 1.5 Hz, 1H przy C5), 2.48 – 2.30 (m, 3H przy C4 i 

C7), 2.16–2.07 (m, 1H C5), 1.32 (s, 3H przy C8 lub C9), 1.14 (d, J = 

9.0 Hz, 1H przy C7), 0.80 (s, 3H przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 150.45 C10, 143.05 C2, 134.12 C12, 131.22 C3, 117.81 C13, 74.87 

C11, 40.78 C5, 40.44 C1, 37.73 C6, 32.45 C4, 31.22 C7, 26.08 C8 lub 

C9, 20.95 C8 lub C9. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H17NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1548. 

 

4.1.4.11.4 Eter O-propargilowy oksymu (1R)-6,6-dimetylobicyklo[3.1.1]hept-2-en-2-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.08% 46.56% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.70 (s, 1H przy C10), 5.89–5.83 (m, 1H przy C3), 4.64 (d, J = 2.4 

Hz, 2H przy C11), 2.82 (td, J = 5.6, 1.5 Hz, 1H przy C1), 2.48 – 2.39 

(m, 3H przy C4 i C7), 2.39 – 2.30 (m, 1H przy C13), 2.17 – 2.08 (m, 

1H przy C5), 1.32 (s, 3H przy C8 lub C9), 1.14 (d, J = 9.0 Hz, 1H przy 

c7), 0.80 (s, 3H przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.41 C10, 142.71 C2, 132.28 C3 , 74.54 C12, 61.42 C11, 40.73 

C5, 40.41 C1, 37.71 C6, 32.51 C4, 31.20 C7, 26.06 C8 lub C9, 20.95 

C8 lub C9. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H17NO] obliczona 204.1388, znaleziono 204.1391. 
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4.1.4.11.5 Eter O-butylowy oksymu (1R)-6,6-dimetylobicyklo[3.1.1]hept-2-en-2-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.68% 78.16% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.66 (s, 1H przy C10), 5.83–5.76 (m, 1H przy C3), 4.03 (t, J = 

6.7 Hz, 2H przy C11), 2.82 (td, J = 5.7, 1.5 Hz, 1H przy C1), 2.48 

– 2.29 (m, 3H przy C4 i C7), 2.16 – 2.07 (m,1H przy C5), 1.69 – 

1.53 (m, 2H przy C12), 1.44 – 1.31 (m, 2H przy C13), 1.32 (s, 3H 

przy C8 lub C9), 1.14 (d, J = 9.0 Hz, 1H przy C7), 0.92 (t, J = 7.4 

Hz, 3H przy C14), 0.80 (s, 3H przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 149.89 C10, 143.20 C2, 130.66 C3, 73.78 C11, 40.81 C5, 40.46 

C1, 37.72 C6, 32.41 C4, 31.24 C7, 31.18 C7, 26.09 C8 lub C9, 

20.96 C8 lub C9, 19.25 C13, 14.02 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H23NO] obliczona 222.1858, znaleziono 222.1854. 

 

4.1.4.12 Pochodne oksymu (S)-(–)-perylaldehydu 16 

4.1.4.12.1 Eter O-etylowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.81% 47.87% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.65 (s, 1H przy C7), 5.99–5.92 (m, 1H przy C2), 4.76 – 4.68 (m, 

2H przy C9), 4.09 (q, J = 7.0 Hz, 2H przy C11), 2.52–2.40 (m, 1H 

przy C4), 2.36 – 2.00 (m, 4H przy C3 i C6), 1.91 – 1.81 (m, 1H 

przy C5), 1.73 (s, J = 1.1 Hz, 3H przy C10), 1.55–1.37 (m, 1H przy 

C5), 1.25 (t, J = 7.0 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.49 C7, 149.37 C8, 134.55 C2, 132.91 C1, 109.08 C9, 69.36 

C11, 41.01 C3, 31.41 C6, 26.95 C5, 24.02 C4, 20.83 C10, 14.61 

C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H19NO] obliczona 194.1545, znaleziono 194.1548. 

 

4.1.4.12.2 Eter O-propylowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.18% 62.16% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.66 (s, 1H przy C7), 5.99–5.91 (m, 1H przy C2), 4.76 – 4.68 (m, 

2H przy C9), 3.99 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C11), 2.52 – 2.41 (m, 1H 

przy C4), 2.35 – 2.00 (m, 4H C3 i C6), 1.92 – 1.81 (m, 1H przy 

C5), 1.73 (d, J = 2.4 Hz, 3H przy C10), 1.71 – 1.59 (m, 2H przy 

C13), 1.54 – 1.39 (m, 1H przy C5), 0.93 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy 

C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.41 C7, 149.37 C8, 134.47 C2, 132.92 C1, 109.07 C9, 75.53 

C11, 41.02 C3, 31.41 C6, 26.95 C5, 24.03 C4, 22.41 C12, 20.83 

C10, 10.44 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1705. 
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4.1.4.12.3 Eter O-allilowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.60% 50.55% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.69 (s, 1H przy C7), 6.06 – 5.92 (m, 2H przy C2 i C12), 

5.34–5.16 (m, 2H przy C13), 4.77 – 4.68 (m, 2H przy C9), 

4.58 – 4.52 (m, 2H przy C11), 2.51 – 2.39(m, 1H przy C4), 

2.35 – 2.00 (m, 4H C3 i C6), 1.91 – 1.81(m, 1H przy C5), 

1.73 (t, J = 1.1 Hz, 3H przy C10), 1.56 – 1.38 (m, 1H przy 

C5). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.98 C7, 149.33 C8, 134.96 C2, 134.25 C12, 132.79 C1, 

117.78 C13, 109.10 C9, 74.84 C11, 40.98 C3, 31.43 C6, 

26.92 C5, 23.99 C4, 20.84 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1541. 

 

4.1.4.12.4 Eter O-propargilowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-

karboksyaldehydu  

 

Czystość: Wydajność: 

95.03% 44.70% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.69 (s, 1H przy C7), 6.05 – 5.97 (m, 1H przy C2), 4.77–

4.68 (m, 2H przy C9), 4.67 – 4.61 (m, 2H przy C11), 2.52 – 

2.41 (m, 2H przy C4 i C16), 2.36 – 2.01 (m, 4H przy C3 i 

C6), 1.91 – 1.81 (m, 1H przy C5), 1.73 (t, J = 1.1 Hz, 3H 

przy C10), 1.57 – 1.39 (m, 1H przy C5). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 152.98 C7, 149.25 C8, 135.98 C2, 132.54 C1, 109.16 C9, 

79.78 C13, 74.45 C11, 61.41 C12, 40.91 C3, 31.46 C6, 

26.86 C5, 23.92 C4, 20.83 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H17NO] obliczona 204.1388, znaleziono 204.1386. 

 

4.1.4.12.5 Eter O-butylowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.11% 52.55% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.65 (s, 1H przy C7), 5.99 – 5.91 (m, 1H przy C2), 4.76 – 

4.68 (m, 2H przy C9), 4.04 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C11), 

2.52 – 2.41 (m, 1H przy C4), 2.35 – 2.00 (m, 4H przy C3 i 

C6), 1.91 – 1.81 (m, 1H przy C5), 1.68 – 1.29 (m, 8H przy 

C5, C10, C12 i C13), 0.92 (t, J = 7.4, 3H przy C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.38 C7, 149.39 C8, 134.46 C2, 132.92 C1, 109.07 C9, 

73.76 C11, 41.02 C3, 31.41 C6, 31.24 C12, 26.96 C5, 24.03 

C4, 20.84 C10, 19.23 C13, 14.01 C14. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H23NO] obliczona 222.1858, znaleziono 222.1852. 
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4.1.4.12.6 Eter O-amylowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.90% 60.09% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.65 (s, 1H przy C7), 5.99 – 5.92 (m, 1H przy C2), 4.76 

– 4.68 (m, 2H przy C9), 4.03 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C11), 

2.52 – 2.39 (m, 1H przy C4), 2.35 – 2.00 (m, 4H przy C3 i 

C6), 1.91 – 1.81 (m, 1H przy C5), 1.74 (s, 3H przy C10), 

1.70 – 1.39 (m, 3H przy C5 i C12), 1.38 – 1.25 (m, 4H przy 

C13 i C14), 0.95 – 0.82 (m, 3H przy C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.39 C7, 149.39 C8, 134.47 C2, 132.92 C1, 109.08 C9, 

74.05 C11, 41.02 C3, 31.41 C6, 28.84 C12, 28.20 C13, 

26.95 C5, 24.03 C4, 22.61 C14, 20.84 C10, 14.12 C15. 

 

HRMS ESI+ 

m/z [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2016. 

 

4.1.4.12.7 Eter O-izoamylowy oksymu (S)-4-izopropenylo-cyklohekseno-1-

karboksyaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.80% 57.56% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.65 (s, 1H przy C7), 5.99 – 5.92 (m, 1H przy C2), 4.76 – 

4.68 (m, 2H przy C9), 4.07 (t, J = 6.9 Hz, 2H przy C11), 2.52 

– 2.40 (m, 1H przy C4), 2.35 – 2.00 (m, 4H przy C3 i C6), 

1.91 – 1.81 (m, 1H przy C5), 1.77 – 1.61 (m, 4H przy  C10 i 

C13), 1.60 – 1.51 (m, 2H przy C12), 1.51 – 1.39 (m, 1H przy 

C5), 0.91 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy C14 i C15). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 151.38 C7, 149.39 C8, 134.48 C2, 132.91 C1, 109.08 C9, 

72.51 C11, 41.02 C3, 37.90 C13, 31.41 C6, 26.95 C5, 25.15 

C12, 24.03 C4, 22.75 C14 i C15, 20.84 C10. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2016. 

 

4.1.4.13 Pochodne oksymu piperytonu 18 

4.1.4.13.1 Eter O-etylowy oksymu 6-izopropylo-3-metylo-2-cykloheksen-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

90.02% 72.29% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.46 (s, 1H przy C2), 4.14–4.07 (m, 2H przy C11) 2.00–

1.94 (m, 4H przy C4 i C5), 1.85 (s, 3H przy C10), 1.84–1.81 

(m, 1H przy C7) 1.29 (s, 3H przy C12), 1.30–1.26 (m, 1H 

przy C6), 0.93–0.98 (dd, J=3,36 i J=6,66, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ 155.71 C1, 148.21 C3, 113.25 C2, 68.86 C11, 43.97 C6, 

37.46 C4, 28.32 C7, 26.78 C5, 24.01 C10, 20.77 C8 i C9, 

14.60 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H21NO] obliczona 196.1701, znaleziono 196.1704. 
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4.1.4.13.2 Eter O-propylowy oksymu 6-izopropylo-3-metylo-2-cykloheksen-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

92.61% 64.24% 

1H NMR (600 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ: 6.46 (s, 1H przy C2), 4.05–4.00 (m, 2H przy C11), 2.05–1.94 (m, 

4H przy C4 i C5), 1.86 (s, 3H przy C10), 1.85–1.80 (m, 4H przy C7 i 

C12), 1.72–1.67 (m, 1H przy C6), 0.96–0.93 (dd, J=7.44 i J=6.54, 

6H przy C8 i C9) 0.92–0.89 (t, 3H przy C13). 

 

13C  NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

 δ 155.73 C1, 148.10 C3, 113.24 C2, 75.12 C11, 43.96 C6, 37.47 C4, 

28.32 C7, 26.79 C5, 24.02 C10, 22.57 C12, 20.77 C8 i C9, 10.39 

C13.  

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H23NO] obliczona 210.1858 znaleziono 210.1854. 

 

 

4.1.4.13.3 Eter O-allilowy oksymu 6-izopropylo-3-metylo-2-cykloheksen-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

90.05% 52.44% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ 6.49 (s, 1H przy C2), 6.06–6.01 (m, 1H przy C12), 5.34 (d, J=1.68, 

2H przy C13), 4.60–4.59 (d, J=1.38, 2H przy C11)  2.05–1.96 (m, 

5H przy C4, C5 i C7), 1.86 (s, 3H C10) 1.84–1.80 (m, 1H przy C6) 

0.98–0.93 (dd, 6H, J=6,72 i J=6.66 przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 156.26 C1, 148.53 C3, 134.87 C12, 119.73 C13, 113.24 C2, 74.34 

C11, 43.89 C6, 37.57 C4, 28.33 C7, 26.78 C5, 24.03 C10, 20.77 C8 i 

C9.  

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1706. 

 

 

4.1.4.13.4 Eter O-propargilowy oksymu 6-izopropylo-3-metylo-2-cykloheksen-1-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

90.51 32.91% 

1H NMR (600 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ 6.46 (s, 1H przy C2), 4.64 (t, 2H przy C11), 2.45 (s, 1H przy C13), 

2.07–2.01 (m, 2H przy C4), 1.98–1.93 (m, 2H przy C5), 1.86 (s, 3H 

przy C10) 1.70–1.66 (m, 1H przy C7), 1.28–1.26 (m, 1H przy C6) 

0.98–0.94 (dd, J=6.72 i J=6.66, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (140 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ 157.24 C1, 149.28 C3, 113.10 C2, 80.45 C13, 73.86 C11, 60.91 

C14, 43.78 C6, 37.59 C4, 28.34 C7, 26.71 C5, 24.34 C10, 20.75 C8 i 

C9.  

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1554. 
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4.1.4.14 Pochodne oksymu safranalu  10  

4.1.4.14.1 Eter O-propylowy oksymu 2,3-dihydro-2,2,6-trimetylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

93.47% 48.48% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.97 (s, 1H przy C10), 5.87 – 5.77 (m, 2H przy C2 i C3), 4.03 (t, J = 

6.8, 2H przy C11), 2.13 – 2.06 (m, 2H przy C4), 1.89 (s, 3H przy C7), 

1.76 – 1.62 (m, 2H przy C12), 1.11 (s, 6H przy C8 i C9), 0.94 (t, J = 

7.4, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 147.59 C10, 133.33 C1, 131.63 C6, 129.52 C2, 127.83 C3, 75.49 

C11, 40.33 C4, 33.56 C5, 26.79 C8 i C9, 22.63 C12, 19.39 C7, 10.40 

C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1703. 

 

4.1.4.14.2 Eter O-allilowy oksymu 2,3-dihydro-2,2,6-trimetylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.56% 70.73% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.00 (s, 1H przy C10), 6.09 – 5.95 (m, 1H przy C3), 5.83 (m, 2H 

przy C12), 5.34 –5.18 (m, 2H przy C2), 4.61–4.55 (m, 2H przy C13), 

2.09 (d, J = 2.8 Hz, 2H przy C4), 1.89 (s, 3H przy C7), 1.11 (s, 6H 

przy C8 i C9). 

 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.20 C10, 134.51 C12, 133.74 C1, 131.44 C6, 129.50 C2, 128.04 

C3, 117.82 C13, 74.83 C11, 40.33 C4, 33.55 C5, 26.78 C8 i C9, 19.42 

C7. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1539. 

 

4.1.4.14.3 Eter O-propargilowy oksymu 2,3-dihydro-2,2,6-trimetylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.00% 60.95% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm)  

δ 8.01 (s, 1H przy C10), 5.91–5.79 (m, 2H przy C2 i C3), 4.68 (d, J = 

2.4, 2H przy C11), 2.45 (t, J = 2.4, 1H przy C13), 2.10 (d, J = 3.7 Hz, 

2H przy C4), 1.90 (s, 3H przy C7), 1.12 (s, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 149.26 C10, 134.57 C1, 131.10 C6, 129.43 C2, 128.46 C3, 79.92 

C13, 74.35 C12, 61.36 C11, 40.32 C4, 33.52 C5, 26.75 C8 i C9, 19.43 

C7. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H20NO] obliczona 204.1388, znaleziono 204.1391. 

 

 

 



62 
 

4.1.4.15  Pochodne oksymu p-tolualdehydu 3 

4.1.4.15.1 Eter O-butylowy oksymu 4-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.90% 39.57% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.34 (s, 1H, przy C8), 7.69 (d, J = 1.6 Hz, 2H przy C2 i C6 lub C3 i 

C5), 7.20 (d, 2H przy C2 i C6 lub C3 i C5), 4.18 (t, J = 6.7 Hz, 2H 

przy C9), 2.40 (s, 3H przy C8), 1.76 – 1.64 (m, 2H przy C10), 1.50 – 

1.36 (m, 2H przy C11), 0.96 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 147.19 C7, 136.70 C4, 130.84 C3, 130.74 C1, 129.52 C5, 126.75 

C2, 126.20 C6, 74.18 C9, 31.34 C10, 19.88 C8, 19.24 C11, 14.03 C12. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO] obliczona 192.1388 znaleziono 192.1384. 

 

4.1.4.15.2 Eter O-amylowy oksymu 4-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

98.38% 28.21% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (s, 1H przy C7), 7.49 – 7.43 (d, J = 1,6 Hz, 2H przy C2 i C6 

lub C3 i C5), 7.16 (d, J = 7.9 Hz, 2H przy C2 i C6 lub C3 i C5), 4.14 

(t, J = 6.8 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H przy C8), 1.70 – 1.62 (m, 2H 

przy C10), 1.44 – 1.28 (m, 4H przy C11 i C12), 0,92 (t, J = 7.0 Hz, 

3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.36 C7, 139.92 C4, 129.75 C1, 129.48 C2 i C6 lub C3 i C5 , 

127.00 C2 I C6 lub C3 i C5, 74.41 C9, 28.92 C10, 28.20 C11, 22.62 

C12, 21.53 C8, 14.14 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1549. 

 

4.1.4.15.3 Eter O-izoamylowy oksymu 4-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.02% 36.65% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (s, 1H przy C7), 7.46 (d, J = 1.6 Hz, 2H przy C2 i C6 lub C3 i 

C5), 7.16 (d, J = 7.9 Hz, 2H przy C2 i C6 lub C3 i C5), 4.18 (t, J = 

6.9 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H przy C8), 1.81 – 1.67 (m, 1H przy 

C11), 1.60 (t, J = 6.9 Hz, 2H przy C10), 0.94 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy 

C12 i C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.35 C7, 139.93 C4, 129.74 C1, 129.48 C2 i C6 lub C3 i C5, 

127.00 C2 i C6 lub C3 i C5, 72.88 C9, 37.96 C10, 25.15 C11, 22.76 

C13 i C14, 21.53 C8.  

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1547. 
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4.1.4.16 Pochodne oksymu m-tolualdehydu 4 

4.1.4.16.1 Eter O-propylowy oksymu oksymu 3-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

  

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.05 (s, 1H przy C7), 7.41 (s, 1H przy C2), 7.38 – 7.11 (m, 3H przy 

C4, C5 i C6), 4.12 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H przy C8), 

1.82 – 1.67 (m, 2H przy C10), 0.97 (t, J = 7.4 Hz, 3H przy C11). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.54 C7, 138.47 C3, 132.45 C1, 130.60 C4, 128.65 C5, 127.37 

C2, 124.47 C6, 75.96 C9, 22.50 C10, 21.40 C8, 10.44 C11. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H15NO] obliczona 178.1232, znaleziono 178.1234. 

 

4.1.4.16.2 Eter O-butylowy oksymu 3-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.49% 33.57% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 7.99 (s, 1H przy C7), 7.35 (s, 1H przy C2), 7.23 (d, J = 2.0 Hz, 1H 

przy C6), 6.99 (dd, J = 8.2, 1.9 Hz, 1H przy C5), 6.83 (d, J = 8.2 Hz, 

1H przy C4), 4.14 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 3.90 (d, J = 10.4 Hz, 

3H przy C8), 1.79 – 1.62 (m, 2H przy C10), 1.49 – 1.34 (m, 2H przy 

C11), 0.99 – 0.79 (m, 3H przy C12). 

 

13C NMR (CDCl3, 100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 150.62 C3, 149.34 C1, 148.16 C7, 125.50 C2, 121.59 C5, 110.77 

C4, 108.03 C6, 55.99 C9, 31.29 C10, 29.79 C11, 19.24 C8, 14.03 

C12. 

HRMS ESI+  

m/z  [C12H17NO] obliczona 192.1388, znaleziono192.1389. 

 

4.1.4.16.3 Eter O-amylowy oksymu 3-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.28% 26.04% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (s, 1H, przy C7), 7.41 (s, 1H przy C2), 7.34 (d, J = 7.7 Hz, 1H 

przy C6), 7.24 (t, J = 7.6 Hz, 1H przy C5), 7.16 (d, J = 7.5 Hz 1H przy 

C4), 4.15 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H, przy C8), 1.77 – 

1.65 (m, 2H, przy C10), 1.37 (m, 4H przy C11 i C12), 0.95 (m, 3H, 

przy C13). 

 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.51 C7, 138.47 C3, 132.46 C1, 130.59 C4, 128.65 C2, 127.37 

C5, 124.46 C6, 74.48 C9, 28.92 C10, 28.19 C11, 22.62 C12, 21.40 

C8, 14.14 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1549. 
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4.1.4.16.4 Eter O-izoamylowy oksymu 3-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

99.37% 29.01% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.03 (s, 1H przy C7), 7.41 (s, 1H przy C2), 7.34 (d, J = 7.5 Hz, 1H 

przy C6), 7.24 (t, J = 7.6 Hz, 1H przy C5), 7.17 (d, 1H przy C4), 4.19 

(t, J = 6.9 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H, przy C8), 1.82 – 1.67 (m, 1H 

przy C11), 1.60 (q, J = 6.9 Hz, 2H przy C10), 0.94 (d, J = 6.6 Hz, 6H 

przy C12 i C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.49 C7, 138.47 C3, 132.46 C1, 130.59C4, 128.65 C2, 127.37 C5, 

124.46 C6, 72.96 C9, 37.96 C10, 25.16 C11, 22.76 C12 i C13, 21.40 

C8. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1550. 

 

 

4.1.4.17 Pochodne oksymu o-tolualdehydu 5 

4.1.4.17.1 Eter O-butylowy oksymu 2-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.17% 28.27% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.04 (s, 1H przy C7), 7.46 (d, 1H przy C6), 7.26–7.11 (m, 3H przy 

C3,C4 i C5), 4.15 (t, J = 6.7 Hz, 2H przy C9), 2.35 (s, 3H przy C8), 

1.72–1.62 (m, 2H przy C10), 1.49 – 1.35 (m, 2H przy C11), 0.95 (t, J 

= 7.4 Hz, 3H przy C12). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 148.33 C7, 139.89 C2, 129.78 C1, 129.47 C3,C4 i C5, 126.98 C6, 

74.11 C9, 31.31 C10, 21.52 C8, 19.23 C11, 14.03 C12. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H17NO] obliczona 192.1388, znaleziono 192.1391. 

 

4.1.4.17.2 Eter O-amylowy oksymu 2-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.23% 66.25% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.34 (s, 1H przy C7), 7.69 (d, 1H przy C6), 7.34 – 7.13 (m, 3H przy 

C3, C4 i C5), 4.17 (t, J = 6.8 Hz, 2H przy C9), 2.41 (s, 3H przy C8), 

1.79 – 1.66 (m, 2H przy C10), 1.45 – 1.30 (m, 4H przy C11 i C12), 

0.97 – 0.85 (m, 3H przy C13). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 147.20 C7, 136.70 C2, 130.84 C6, 130.74 C1, 129.52 C3, 126.76 

C6, 126.20 C5, 74.48 C9, 28.94 C10, 28.20 C11,  22.63 C12, 19.88 

C8, 14.13 C13. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1550. 
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4.1.4.17.3 Eter O-izoamylowy oksymu 2-metylobenzaldehydu 

 

Czystość: Wydajność: 

97.90% 59.99% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 8.33 (s, 1H przy C7), 7.69 (dd, J = 7.6, 1.5 Hz, 1H przy C6), 7.29 – 

7.13 (m, 3H przy C3,C4 i C5), 4.21 (t, J = 6.9 Hz, 2H przy C9), 2.40 

(s, 3H przy C8), 1.83–1.68 (m, 1H, C11), 1.61 (q, J = 6.9 Hz, 2H przy 

C10), 0.95 (d, J = 6.6 Hz, 6H przy C12 i C13). 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 147.18 C7, 136.70 C2, 130.84 C6, 130.74 C1, 129.52 C3, 126.75 

C6, 126.20 C5, 72.94 C9, 38.00 C10, 25.14 C11, 22.77 C12 i C13, 

19.88 C8. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1503 znaleziono 206.1533. 

 

 

4.1.4.18 Pochodne oksymu (1S)-(–)-werbenonu 14 

4.1.4.14.1 Eter O-metylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.68% 44.24% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ  6.35–6.29 i 5.75–5.74 (2 x m, 1H przy C3), 3.81 (2 x d, 3H, J = 4.4 

Hz przy C11),  2.69 – 2.51 (2 x m, 2H przy C5 i C7), 2.25 – 2.15 (2 x 

m, 1H przy C1), 1.86 (2 x dd, 3H, J = 12.6, 1.6 Hz przy C10), 1.74 – 

1.63 (2 x m, 1H przy C7), 1.59–1.39 (2 x m, 3H przy C8 lub C9), 0.88 

(2 x d, 3H, J = 9.9 Hz przy C8 lub C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.73 C4a, 159.39 C4b, 159.00 C2a, 154.39 C2b, 115.69 C3a, 109.98 

C3b, 61.43 C11a, 61.35 C11b, 49.39 C1a, 49.13 C5a, 48.39 C1b, 48.02 

C5b, 47.24 C6a, 42.19 C6b, 37.66 C7a, 36.39 C7b, 26.19 C8a  lub C9a, 

26.10 C C8b lub C9b, 23.62 C10a, 23.21 C10b, 22.29 C8a  lub C9a, 21.87 

C8b lub C9b. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C11H17NO] obliczona 180.1388, znaleziono 180.1389. 

4.1.4.14.2 Eter O-etylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

92.13% 39.32% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

 δ  6.39 – 6.33 i 5.75–5.74 (2 x m, 1H przy C3), 4.13 – 3.98 (2 x m, 

2H przy C11), 2.70 – 2.60 (2 x m, 1H przy C7), 2.59 – 2.50 (2 x m, 

1H przy C5), 2.25 – 2.15 (2 x m, 1H przy C1), 1.86 ( 2 x dd, J = 

14.0, 1.7 Hz, 3H przy C10), 1.69 (2 x d, J = 8.5 Hz, 1H przy C7), 

1.40 ( 2 x d, J = 8.1 Hz, 5H przy C1 i C10), 1.33–1.16 (2 x m, 3H 

przy C12), 0.88 ( 2 x d, J = 10.8 Hz, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.49 C4a, 159.20 C4b, 158.56 C2a, 153.94 C2b, 115.93 C3a, 

110.23 C3b, 69.07 C11a, 68.96 C11b, 49.39 C1a, 49.13 C5a, 48.47 

C1b, 47.89 C5b, 47.12 C6a, 42.27 C6b, 37.58 C7a, 36.31 C7b, 26.19 

C8a  lub C9a, 26.13 C8b lub C9b, 23.60 C10a, 23.19 C10b, 22.28 C8a 

lub C9a, 21.89 C8b lub C9b, 14.65 C12a, 14.61 C12b. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C12H19NO] obliczona 194.1545, znaleziono 194.1550. 
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4.1.4.14.3 Eter O-propylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

94.33% 31.88% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.39–6.33 (m, 1H przy C3), 4.03–3.89 (m, 2H przy C11), 2.73 – 

2.51 (m, 2H przy C5 i C7), 2.25 – 2.15 (m, 1H przy C1), 1.86 (dd, J 

= 14.8, 1.6 Hz, 3H przy C10), 1.73 – 1.62 (m, 2H przy C12), 1.67 – 

1.57 (m, 1H przy C7), 1.40 (d, J = 8.1 Hz, 3H przy C13), 0.99 – 0.84 

(m, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.61 C4a, 159.30 C4b, 158.67 C2a, 154.04 C2b, 115.89 C3a, 

110.23 C3b, 75.22 C11a, 75.16 C11b, 49.41 C1a, 49.15 C5a, 48.43 

C1b, 47.98 C5b, 47.20 C6a, 42.26 C6b, 37.60 C7a, 36.31 C7b, 26.20 

C8a  lub C9a, 26.16 C8b lub C9b, 23.63 C10a, 23.20 C10b, 22.45 C12a, 

22.42 C12b, 22.28 C8a lub C9a, 21.88 C8b lub C9b, 10.49 C13a, 10.41 

C13b. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H21NO] obliczona 208.1701, znaleziono 208.1705. 

 

4.1.4.14.4 Eter O-allilowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.33% 31.88% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.41–6.36 (m, 1H C3a), 6.06–5.90 (2 x m, 2H przy C12), 5.80–5.74 

(m, 1H przy C3b), 5.33–5.21 i 5.20–5.12 (2 x m, 2H przy C13), 4.58–

4.47 (2 x m, 2H przy C11), 2.72 – 2.51 (2 x m, 2H przy C5 i C7), 

2.26 – 2.13 (2 x m, 1H przy C1), 1.86 ( 2 x dd, J = 14.7, 1.7 Hz, 3H 

przy C10), 1.69 i 1.59 (2 x d, J = 8.9 Hz, 1H przy C7), 1.40 i 0.88 (2 

x d, J = 8.7 Hz, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 162.03 C4a, 159.75 C4b, 159.00 C2a, 154.39 C2b, 134.75 C12a, 

134.73 C12b, 117.08 C13a, 117.00 C13b, 115.77 C3a, 110.23 C3b, 

74.48 C11a, 74.39 C11b, 57.68 C1a,  49.40 C5a, 49.14 C1b, 48.38 C5b, 

48.11 C6a, 42.35 C6b, 37.68 C7a, 36.41 C7b, 26.19 C8a  lub C9a, 

26.15 C8b lub C9b, 23.64 C10a, 23.22 C10b, 22.31 C8a lub C9a, 21.89 

C8b lub C9b. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H19NO] obliczona 206.1545, znaleziono 206.1548. 
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4.1.4.14.5 Eter O-propargilowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-

onu 

 

Czystość: Wydajność: 

96.62% 39.50% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ  6.38–6.36 and 5.80–5.79 (2x m, 1H przy C3), 4.62 (t, J = 2.6 Hz, 

2H przy C11), 2.75 – 2.52 (m, 2H przy C5 i C7), 2.46 – 2.40 (m, 1H 

przy C15), 2.27 – 2.17 (m, 1H przy C1), 1.87 (dd, J = 12.7, 1.7 Hz, 

3H przy C10), 1.72 i 1.61 (2x d, J = 8.7 i J = 8.9 Hz, 1H przy C7), 

1.41 i 0.89 (2 x d, J= 7.2 Hz i J = 8.3 Hz, 3H przy C8 i C9) 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 163.07 C4a, 160.81 C4b, 159.69 C2a, 155.30 C2b, 115.50 C3a, 110.15 

C3b, 80.24 C12a, 80.17 C12b, 74.17 C11a, 74.08 C11b, 61.06 C13a, 

60.95 C13b, 49.39 C1a, 49.12 C5a, 48.39 C1b, 48.30 C5b, 47.68 C6a, 

42.44 C6b, 37.80 C7a, 36.57 C7b, 26.19 C8a  lub C9a, 26.13 C8b lub 

C9b, 23.65 C10a, 23.25 C10b, 22.27 C8a lub C9a, 21.86 C8b lub C9b. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C13H17NO] obliczona 204.1388, znaleziono 204.1394. 

 

 

4.1.4.14.6 Eter O-butylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.30% 25.41% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.39–6.32 (m, 1H przy C3), 4.12–3.97 (m, 2H przy C11), 2.79–2.70 

(m, 1H przy C7), 2.70 – 2.50 (m, 1H przy C5), 2.28 – 2.17 (m, 1H 

przy C1), 1.88 (dd, J = 17.6, 1.6 Hz, 3H przy C10), 1.75 – 1.62 (m, 

1H przy C7), 1.66 – 1.51 (m, 2H przy C12), 1.51 – 1.26 (m, 5H przy 

C13 i C14), 1.04 – 0.84 (m, 7H przy C8, C9 i C14). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 162.04 C4a, 160.81 C4b 159.65 C2a, 154.90 C2b, 115.64 C3a, 110.15 

C3b, 73.68 C11a, 73.62 C11b, 49.49 C1a, 49.19 C5a, 48.61 C1b, 48.26 

C5b, 42.36 C6a, 37.93 C7a, 36.57 C7b, 31.17 C6b, 26.21 C8a  lub C9a, 

26.18 C8b lub C9b, 23.76 C10a, 23.28 C10b, 22.27 C8a lub C9a, 21.87 

C8b lub C9b, 19.30 C13a, 19.25C13b, 14.06 C14a, 14.02 C14b. 

 

HRMS ESI+ 

m/z  [C14H23NO] obliczona 222.1858, znaleziono 222.1852. 
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4.1.4.14.7 Eter O-amylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-onu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.30% 25.41% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.39 – 6.33 (m, 1H przy C3), 4.07 – 3.95 (m, 2H przy C11) , 2.70 – 

2.64 (m, 1H przy C7), 2.64 – 2.51 (m, 1H przy C5), 2.25 – 2.15 (m, 

1H przy C1), 1.86 (dd, J = 14.7, 1.6 Hz, 3H przy C10), 1.72 – 1.57 

(m, 1H przy C7), 1.40 (d, J = 8.4 Hz, 2H przy C12), 1.37–1.26 (m, 

9H przy C13, C14 i C15), 0.94 – 0.84 (m, 6H przy C8 i C9). 

 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.54 C4a, 159.18 C4b, 158.46 C2a, 153.90 C2b, 115.94 C3a, 110.26 

C3b, 73.77 C11a, 73.71 C11b, 49.40 C1a, 49.14 C5a, 48.47 C1b, 47.89 

C5b, 47.14 C6a, 42.27 C6b, 37.56 C7a, 36.28 C7b, 28.87 C12a, 28.83 

C12b, 28.30 C13a, 26.20 C13b, 26.16 C8a  lub C9a, 23.62 C10a, 23.20 

C10b, 22.63 C14a, 22.59 C14b, 22.30 C8b lub C9b, 21.89 C15a, 14.15 

C15b. 

  
HRMS ESI+ 

m/z  [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2010. 

 

4.1.4.14.7 Eter O-izoamylowy oksymu (1S,5S)-4,6,6-trimetylobicyklo[3.1.1]hept-3-en-2-

onu 

 

Czystość: Wydajność: 

95.31% 34.40% 

1H NMR (400 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 6.38 – 6.31 (m, 1H przy C3), 4.09 – 3.99 (m, 2H przy C11), 2.70 – 

2.50 (m, 1H przy C7), 2.25 – 2.15 (m, 1H przy C1), 1.86 (dd, J = 

13.8, 1.6 Hz, 3H przy C10), 1.78 – 1.45 (m, 3H przy C7 i C13), 1.40 

(d, J = 6.7 Hz, 2H przy C12), 0.98 – 0.84 (m, 12H przy C8, C9, C14 

i C15). 

13C NMR (100 MHz, CDCl3, δ, ppm) 

δ 161.52 C4a, 159.17 C4b, 158.46 C2a, 153.91 C2b, 115.93 C3a, 

110.27 C3b, 72.32 C11a, 72.21 C11b, 49.40 C1a, 49.14 C5a, 48.46 

C1b, 47.89 C5b, 47.14 C6a, 42.30 C6b, 37.88 C7a, 36.28 C7b, 26.20 

C8a  lub C9a, 25.35 C13a i 13Cb, 22.85 C14a i C15a, 22.80 C14b i 

C15b, 22.77 C8a lub C9a, 21.89 C8b lub C9b. 

HRMS ESI+ 

m/z  [C15H25NO] obliczona 236.2014, znaleziono 236.2010. 
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4.2. Badania nad aktywnością przeciwdrobnoustrojową 

4.2.1. Krótka charakterystyka metod oznaczania aktywności 

przeciwdrobnoustrojowej 

4.2.1.1. Metoda krążkowo-dyfuzyjna 

 

Jest to najpopularniejsza metoda analizy ilościowej aktywności 

przeciwdrobnoustrojowej opracowana w latach 40-tych XX w. Wyróżnić możemy trzy 

zasadnicze techniki obejmujące tę metodę: 

• umieszczenie bibułowych krążków nasączonych badaną substancją na podłożu 

stałym z uprzednio wysianą hodowlą badanego mikroorganizmu 

• wprowadzenie badanej substancji do otworów w podłożu stałym z uprzednio 

wysianą hodowlą badanego mikroorganizmu 

• wprowadzenie badanego związku do cylindrów znajdujących się na powierzchni 

podłoża stałego z uprzednio wysianą hodowlą badanego mikroorganizmu [104]. 

 

W niniejszej pracy zastosowałam pierwszą metodę, dlatego też skupię się na jej 

dokładniejszym omówieniu. Wykorzystuje się tutaj szalki Petriego z odpowiednimi dla 

danych mikroorganizmów podłożami stałymi, na których wysiewa się mikroorganizmy, 

metodą posiewu gładzonego z hodowli płynnej w określonym wcześniej standardzie (ilości 

komórek na mL). Następnie na tak przygotowaną płytkę nanosi się uprzednio nasączony, 

znanym stężeniem substancji badanej, krążek bibułowy. Następnie płytki inkubuje się we 

właściwych warunkach przez okres czasu charakterystyczny dla wzrostu danego 

mikroorganizmu. W tym czasie znajdująca się w podłożu stałym woda zaczyna nasączać 

krążek a znajdująca się na nim substancja badana zaczyna promieniście dyfundować w 

podłoże. Stężenie tej substancji jest największe przy brzegach krążka i maleje wraz z 

odległością od niego. W przypadku substancji o aktywności przeciwdrobnoustrojowej 

obserwujemy promieniste strefy zahamowania wzrostu mikroorganizmów. Im większa jest 

strefa zahamowania wzrostu mikroorganizmu tym bardziej wrażliwy na daną substancję jest 

mikroorganizm. Do wyznaczenia wielkości stref określa się ich średnicę, używając w tym 

celu linijek, suwmiarek lub czytników automatycznych. W ten sposób możemy określić czy 

dany mikroorganizm jest na daną substancję wrażliwy, średnio wrażliwy lub niewrażliwy 

[105].  
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Niewątpliwymi zaletami takiego testu jest szybkość i prostota wykonania,  niska cena 

oraz łatwość interpretacji wyników. Niestety metoda ta jest obarczona wieloma wadami. 

Przede wszystkim na szybkość przenikania danej substancji  z krążka do podłoża ma wpływ 

jego masa cząsteczkowa, rozpuszczalność w podłożu stałym, jego grubość, a także 

właściwości dyfuzyjne. Nie da się wiec jednoznacznie określić stężenia danego związku, 

który dyfundował do podłoża a tym samym wyznaczyć minimalnego stężenia hamującego 

wzrost mikroorganizmów (MIC). Nie da się również określić czy mamy do czynienia z 

działaniem bakteriobójczym czy bakteriostatycznym danej substancji badanej [104].  

4.2.1.2 Metody rozcieńczeniowe 

 

 W metodach rozcieńczeniowych wykorzystuje się zarówno makro- jak i 

mikrorozcieńczenia. Pozwalają one na wyznaczenie parametru MIC, który najczęściej 

wyraża się w mg/mL lub µg/mL. W badaniu tym najczęściej przeprowadza się serię 

dwukrotnych rozcieńczeń badanej substancji, którą można prowadzić zarówno w podłożu 

stałym jak i w podłożu płynnym. W obu przypadkach przygotowuje się określone stężenia 

substancji w podłożu, które następnie zaszczepia się mikroorganizmem w określonym 

standardzie. Po okresie inkubacji odczytuje się wynik. W przypadku podłoży stałych 

obserwuje się ilość powstałych kolonii na płytkach, natomiast w przypadku podłoży 

płynnych obserwuje się zmętnienie [106].  

Niewątpliwą zaletą testów rozcieńczeniowych jest możliwość ich miniaturyzacji, 

zwłaszcza w przypadku hodowli płynnych. W tym celu wykorzystuje się np. płytki 96-

dołkowe, dzięki temu ogranicza się zużycie odczynników a ponadto można wykorzystać do 

pomiarów różnego rodzaju czytniki mikropłytek, które przyspieszają odczyt wyników. 

Ponadto wprowadzić można metody kolorymetryczne np. z użyciem barwnika 

alamarBlue®, która szczegółowo zostanie omówiona w kolejnym podrozdziale [104].  

4.2.1.3 Test seryjnych mikrorozcieńczeń w hodowli płynnej z alamarBlue® 

 

 Odczynnik alamarBlue® jest stosowany w badaniach na próbkach biologicznych od 

1929 r. Stosowany jest głównie do oceny żywotności komórek zarówno prokariotycznych 

jak i eukariotycznych, a także do oceny cytotoksyczności. Głównym składnikiem tego 

odczynnika jest resazuryna, która jest niebieskim wskaźnikiem redox i pozwala na kontrolę 

cyklu życiowego komórki oraz apoptozy. Barwnik ten jest nietoksyczny dla komórek, łatwo 

przenika przez błony i nie rozkłada się w pożywce. Na drodze naturalnych procesów 
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metabolicznych zachodzących w komórce ulega on redukcji do silnie fluorescencyjnej, 

różowej rezorufiny (Schemat 5). Barwnik pełni funkcję pośredniego akceptora elektronów i 

jest redukowany np. przez NADH, FADH czy NADPH. Resazuryna nie ingeruje w naturalny 

transfer elektronów. Wykorzystanie alamarBlue® w testach seryjnych mikrorozcieńczeń 

ułatwia odczyt wyników. Zmiana barwy z niebieskiej na różową świadczy obecności 

żywych komórek [107].  

 

Schemat 5 Reakcja przekształcenia resazuryny do rezorufiny 

Dzięki tej widocznej zmianie w testach jakościowych łatwo jest ocenić, przy którym 

stężeniu dochodzi do śmierci komórek [108]. W testach ilościowych należy zastosować 

odczyt emitowanej fluorescencji próbek przy długości fali 590 nm lub odczyt ich absorbancji 

przy długościach 570 nm lub 540 nm oraz 600 nm lub 640 nm. Procedura testu jest tożsama 

z klasyczną metodą mikrorozcieńczeń a odczynnik jest dodawany w kolejnym etapie testu. 

Płytki z barwnikiem inkubuje się przez 1-4 h w odpowiednich dla wzrostu 

mikroorganizmów temperaturach. Zbyt długa inkubacja może doprowadzić do zaniknięcia 

fluorescencji i wytworzenia dihydrorezorufinu. Czynnikami wpływającymi na fałszywe 

wyniki testu mogą być: parowanie próbek, pH poza 7.0 i 7.4, światło, a także niezachowanie 

sterylności. Do innych czynników istotnych przy wykonywaniu tego testu zaliczyć można 

dobranie odpowiedniej fazy wzrostu mikroorganizmów. Powinny one znajdować się w fazie 

wykładniczej  [107]. Metoda ta została przeze mnie wykorzystana w celu wyznaczenia 

parametru MIC. 

4.2.2. Część doświadczalna 

4.2.2.1. Materiały i metody 

 

Wszystkie badane substancje zostały rozpuszczone w DMSO w stężeniu 

wyjściowym 30 mg/mL. Odczynnik alamarBlue® został pozyskany z Bio-Rad-Antibodies 

UK. Krążki bibułowe wraz z antybiotykami pochodziły z firmy Biomaxima. Mikropłytki 

96-dołkowe otrzymano z NEST Biotechnology Co., Ltd. Chiny. 



72 
 

Mikroorganizmy testowe pochodziły z następujących firm: Enterococcus hirae 

(ATCC 10541) (MediMark), Bacillus cereus (ATCC 10876) (TCS), Staphylococcus aureus 

(ATCC 6538) (MediMark), Kocuria rhizophila (ATCC 9341)(Mecconti s.á.r.l.),

 Staphylococcus epidermidis (ATCC 12228)(Mecconti s.á.r.l.), Escherichia coli 

(ATCC 10536) (MediMark), Pseudomonas aeruginosa (ATCC 15442) (TCS), Legionella 

pneumophila (ATCC 33152) (TCS), Enterobacter aerogenes (ATCC 13048)(Mecconti 

s.á.r.l.), Klebsiella pneumoniae (ATCC 12883)(Mecconti s.á.r.l.), Pseudomonas fluorescens 

(ATCC 13525)(Mecconti s.á.r.l.), Pseudomonas putida (ATCC 49128)(Mecconti s.á.r.l.),  

Enterobacter gergoviae (ATCC 33028) (Mecconti s.á.r.l.), Burkholderia cepacia (ATCC 

25416)(Mecconti s.á.r.l.), Aspergillus brasiliensis (ATCC 16404) (MediMark), Candida 

albicans (ATCC 10231) (MediMark), Aspergillus fumigatus (ATCC 204305) (Mecconti 

s.á.r.l.), Candida parapsilosis (ATCC 22019) (Mecconti s.á.r.l.), Talaromyces pinophilus 

(ATCC 36839)(DSMZ). 

Tab. 8 Optymalne temperatury hodowli poszczególnych mikroorganizmów 

Mikroorganizm Temperatura hodowli [°C] 

Enterococcus hirae 37 

Bacillus cereus 37 

Staphylococcus aureus 37 

Kocuria rhizophila 30 

Staphylococcus epidermidis 37 

Escherichia coli 37 

Pseudomonas aeruginosa 30 

Legionella pneumophila 37 

Enterobacter aerogenes 30 

Klebsiella pneumoniae 37 

Pseudomonas fluorescens 26 

Pseudomonas putida 30 

Enterobacter gergoviae 37 

Burkholderia cepacia 30 

Aspergillus brasiliensis 20-25 

Candida albicans 24-26 

Aspergillus fumigatus 20-25 

Candida parapsilosis 30-35 

Talaromyces pinophilus 24-26 
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Wszystkie szczepy przechowywano w temperaturze 4°C w Katedrze Chemii 

Biologicznej i Bioobrazowania, Politechniki Wrocławskiej. W większości szczepy 

bakteryjne były hodowane na płytkach z podłożem Nutrient LAB-AGARTM (Biocorp 

Polska), wyjątkiem były P. putida oraz B. cepacia, które hodowałam na płytkach z podłożem 

Tryptone Soya Agar z firmy OXOID oraz L. pneumophila na Legionella CYE LAB-

AGAR™  Base (BioMaxima S.A.). Szczepy grzybów hodowałam na płytkach z Sabouraud 

Dextrose LAB-AGAR™ (Biocorp Polska). Wyjątkiem był szczep T. pinophilus, który 

utrzymywano na płytkach z Potato Dextrose Agar (Biocorp Polska). Hodowle prowadzono 

w temperaturach optymalnych właściwym szczepom (Tabela 8).  

4.2.2.2. Procedura testu przesiewowego I – związki karbonylowe i ich oksymy 

 

Wstępne testy przesiewowe wykonałam w pierwszej kolejności dla związków 

karbonylowych oraz ich oksymów, które zdecydowałam się włączyć do testów nad 

aktywnością przeciwdrobnoustrojową, żeby umożliwić sobie dokładne porównanie 

wyników. Testy wg. tej procedury przeprowadziłam dla szczepów mikroorganizmów: 

E. coli, E. hirae, S. aureus, B. cereus, L. pneumophilia, P. aeruginosa, A. brasiliensis i 

C. albicans.  

Wszystkie szczepy bakteryjne hodowałam w pożywce Nutrient Broth (Biocorp), dla 

L. pneumophila stosowałam Legionella CYE Growth Supplement (BioMaxima S.A.) i 

inkubowałam we właściwych dla wzrostu mikroorganizmów temperaturach,  przez 24 

godziny, Następnie komórki bakteryjne zawieszałam w roztworze soli fizjologicznej 

zgodnie z protokołem McFarlanda [109], aby uzyskać zawiesinę komórek 1-2 x 108 

CFU/mL. Kolejno na płytki z właściwym podłożem agarowym nanosiłam 250 µl tej 

zawiesiny i rozprowadzałam na agarze (posiew dywanowy). Krążki (średnica 6 mm) 

impregnowałam 10 µl środka testowego o właściwym stężeniu uzyskując (300 µg/krążek) i 

umieszczałam go na zaszczepionym agarze. Jako kontrolę ujemną zastosowano czysty 

rozpuszczalnik (10 µl), natomiast krążki zawierające ofloksacynę (5 µg) i netylmycynę (30 

µg) zastosowałam jako pozytywne wzorce odniesienia do określenia czułości każdego 

szczepu badanych gatunków bakterii. Płytki obserwowałam po 24 godzinach inkubacji. 

Wszystkie testy przeprowadzałam w trzech powtórzeniach, a aktywność przeciwbakteryjną 

wyraziłam jako średnią średnic stref hamowania (mm) wytworzonych przez każdy 

testowany środek.  
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Analogicznie test nad aktywnością przeciwgrzybiczą został wykonany tą samą 

metodą. Wprowadziłam jednak pewne modyfikacje. W przypadku drożdży hodowlę 

wstępną prowadziłam w pożywce Sabouraud Dextrose Broth (Biocorp) i następnie 

dostosowałam do 1 x 107 CFU/mL zgodnie z protokołem McFarlanda. W przypadku pleśni 

zawiesinę dojrzałych zarodników otrzymywałam poprzez delikatne przemycie powierzchni 

stałego podłoża 0.05% (obj./obj.) roztworem Tween 80 (Greenaction), a powstałą zawiesinę 

doprowadzałam do stężenia 106 zarodników/mL. Naniesienie i przygotowanie krążków oraz 

kontrolę negatywną przeprowadziłam analogicznie jak dla bakterii natomiast krążki z 

flukonazolem (25 µg) i krążki netylmycyny (30 µg) zastosowałam jako pozytywne wzorce 

odniesienia do określenia czułości każdego testowanego szczepu grzybów. Płytki 

obserwowałam po 48 i 72 godzinach inkubacji we właściwej temperaturze. Również odczyt 

wyników przeprowadziłam analogicznie jak dla bakterii.  

4.2.2.3. Interpretacja wyników testu krążkowo-dyfuzyjnego 

 

W celu uzyskania spójnych i porównywalnych wyników zastosowałam jednolitą 

analizę wyników. Kontrola negatywna z rozpuszczalnikiem nie wykazała żadnego działania 

hamującego na wzrost mikroorganizmów. Kontrole pozytywne wykazały średnice 

hamowania w zakresie 12-30 mm (ofloksacyna), 25-28 mm (netylmycyna) i 22-25 mm 

(flukonazol). Wszystkie strefy zahamowania porównałam z wynikami dla antybiotyków dla 

wszystkich mikroorganizmów. Jeśli strefa zahamowania była mniejsza niż 10 mm, 

uznawałam, że nie występuje aktywność przeciwdrobnoustrojowa, jeśli była mniejsza niż 

13 mm uważałam substancję za średnio aktywną, a wyższa niż 13 mm uznawałam za silną. 

Wszystkie substancje, które wykazały aktywność średnią lub silną zostały zakwalifikowane 

do testów właściwych. Wyniki dostępne w załączniku. 

Ponieważ testy krążkowo-dyfuzyjne są obarczone dużym błędem ze względu na 

chociażby temperaturę otoczenia w trakcie eksperymentu czy też inne czynniki omówione 

w podrozdziale 4.2.1.1 zdecydowałam się zmienić metodę testu przesiewowego i prowadzić 

je metodą mikrorozcieńczeń, której procedurę omówię w kolejnym podrozdziale.  

4.2.3.4. Procedura testu przesiewowego II – związki karbonylowe i ich oksymy 

 

Wstępne testy przesiewowe wykonałam nową metodą w pierwszej kolejności dla 

eterów oksymów wobec szczepów mikroorganizmów związanych z systemami 

wentylacyjnymi i klimatyzacyjnymi. Następnie przeprowadziłam testy dla związków 
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karbonylowych oraz ich oksymów jak również dla eterów oksymów wobec 

mikroorganizmów związanych z wtórnymi zakażeniami kosmetyków a także testami 

konserwacji. 

Płynne hodowle bakterii przygotowywałam analogicznie jak w procedurze opisanej 

w podrozdziale 4.2.3.1. Następnie inokulum rozcieńczałam w soli fizjologicznej do 

końcowego stężenia równego 5 × 105 CFU/mL (OD550 = 0.125). Każdy dołek w płytce 96-

dołkowej zawierał objętość końcową 100 µL. Każdy z badanych związków nanoszono na 

płytkę w stałym stężeniu 2.4 mg/mL w trzech powtórzeniach. Kontrola pozytywna była w 

kolumnie 10, kolumna 11 stanowiła kontrolę negatywną a kolumna 12 tzw. ślepą próbę. Na 

płytki 96-dołkowe nałożyłam medium hodowlane do kolumn 1-9 wprowadziłam 82 μL, do 

kolumny 10 90 μL, do kolumny 11: 100 μL i do kolumny 12: 110 μL. Następnie do kolumn 

1-9 dodałam badane  związki. Na koniec do kolumn 1-10 dodałam zawiesinę 

mikroorganizmów w objętości: 10 μL. Tak przygotowane płytki poddawałam inkubacji 

przez 24 godziny w temperaturze właściwej dla wzrostu mikroorganizmów. Po inkubacji do 

kolumn 1-11 dodałam 10 μL odczynnika alamarBlue® i pozostawiłam przez 3 godziny w 

analogicznych warunkach w celu odczytania wyniku. Na podstawie braku zmiany barwy 

odczynnika obserwowałam, które z badanych substancji w stężeniu 2.4 mg/mL zabijają 

badane mikroorganizmy (Rysunek 5).  

Analogicznie test nad aktywnością przeciwgrzybiczą został wykonany tą samą 

metodą. Wprowadziłam jednak pewne modyfikacje. W przypadku drożdży hodowlę 

wstępną dostosowałam do 1 x 106 CFU/mL zgodnie z protokołem McFarlanda. W 

przypadku pleśni zawiesinę doprowadzałam do stężenia 2.5 x 104 zarodników/mL. Reszta 

procedury została przeprowadzona analogicznie jak dla szczepów bakteryjnych.  
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Rys. 5 Zdjęcie przykładowej płytki po wykonaniu testu przesiewowego metodą II 

Testy przesiewowe dla eterów oksymów przeprowadzono metodą drugą, jednakże w 

tym przypadku badane stężenie wynosiło 600 µg/mL. Zmiana ta spowodowana była 

poszukiwaniem jak najaktywniejszych substancji przy czym stężenia powyżej 1 mg/mL 

uznawane są  powszechnie za mało satysfakcjonujące. 

4.2.3.5. Wyniki testów przesiewowych wykonanych metodą II 

 

Wszystkie substancje, które wykazały śmiertelność mikroorganizmów przy 

stężeniach 2.4 mg/mL dla substratów oraz odpowiednio 600 μg/mL dla eterów oksymów 

zostały zakwalifikowane do testów właściwych.  

4.2.3.6. Procedura testów właściwych 

 

Testy właściwe prowadziłam dla substancji, które wykazały się aktywnością w 

testach przesiewowych. Preinkubację mikroorganizmów prowadziłam w analogiczny 

sposób jak w testach przesiewowych. Następnie hodowlę rozcieńczałam do stężenia 5x106 

CFU/mL w soli fizjologicznej. Do wyznaczenia minimalnego stężenia hamującego wzrost 

mikroorganizmów wykonałam szereg dwukrotnych rozcieńczeń badanych substancji w 

zakresie stężeń: 2.4 mg/mL – 9.375 μg/mL dla związków karbonylowych i oksymów oraz 

600 μg/mL – 2.47 μg/mL, horyzontalnie na płytce, w pożywce płynnej. Do kolumny 1 

wprowadziłam 164 μL pożywki, do kolumn 2-10 90 μl, do kolumny 11 100 μL i kolumna 

12: 110 μl. Następnie do kolumny 1 nałożyłam w 4-krotnych powtórzeniach (Rzędy A-D) 
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badane substancje i wykonałam serię dwukrotnych rozcieńczeń poprzez przenoszenie 90 μL 

roztworu do kolejnych kolumn. Odrzucając nadmiar z kolumny 9. Po przygotowaniu 

rozcieńczeń badanych związków do każdej studzienki w kolumnach 1-10 dodano 10 μL 

zawiesiny mikroorganizmów o właściwym stężeniu i pozostawiłam do inkubacji w 

temperaturze właściwej dla wzrostu mikroorganizmów przez 24 godziny. Następnie do 

kolumn 1-11 dodałam odczynnik alamarBlue® i inkubowałam płytki w tych samych 

warunkach jak wcześniej  przez 3 godziny. Kolejno na podstawie zmiany barwy z niebieskiej 

na różową odczytałam minimalne stężenie hamujące wzrost mikroorganizmów (Rysunek 6). 

Kolumny 10-12 analogicznie jak w przypadku testu przesiewowego (podrozdział 4.2.3.4) 

stanowiły kontrolę oraz „ślepą próbę”. 

Testy właściwe dla grzybów wykonano w analogiczny sposób jak dla bakterii. 

Wprowadziłam pewne modyfikacje. W przypadku drożdży hodowlę wstępną dostosowałam 

do 1 x 106 CFU/mL zgodnie z protokołem McFarlanda. W przypadku pleśni zawiesinę 

doprowadzałam do stężenia 2.5 x 104 zarodników/mL. Reszta procedury została 

przeprowadzona tożsamo jak dla szczepów bakteryjnych. 

 

Rys. 6 Zdjęcie przykładowej płytki po wykonaniu testu właściwego 
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4.2.3.7. Wyniki testów właściwych  

 

Do uzyskania porównywalnych wyników przeprowadziłam testy tą samą metodą, w 

tych samych warunkach oraz na tych samych szczepach mikroorganizmów. Dlatego też do 

badań zostały włączone zarówno związki karbonylowe jak i ich oksymy. Dzięki temu 

możliwa była weryfikacja hipotezy, którą postawiłam na początku badań, że oksymacja 

prowadzi do wzmocnienia aktywności przeciwdrobnoustrojowej. Na podstawie analizy 

danych literaturowych stwierdziłam, że oksymy o większej masie cząsteczkowej są 

skutecznymi środkami przeciwko infekcjom przeciwbakteryjnym [26]. Do swoich badań 

wybrałam uniwersalne podłoża dla bakterii i grzybów, które są proste i wspomagają dobry 

wzrost drobnoustrojów a przy tym są niedrogie. W pierwszym etapie badań 

skoncentrowałam się na działaniu przeciwdrobnoustrojowym przeciwko powszechnym 

patogenom wymaganym w testach nad aktywnością przeciwdrobnoustrojową środków do 

dezynfekcji w obszarach wykorzystania: spożywczym, przemysłowym, domowym i 

instytucjonalnym. W kolejnym etapie do badań włączyłam również mikroorganizmy 

wymagane w testach konserwacji produktu kosmetycznego a także powiązanych z jego 

wtórnym zakażeniem. Wśród testowanych związków karbonylowych i ich oksymów [5], a 

także eterów oksymów o niskiej masie cząsteczkowej, kilka wykazało zadowalającą 

aktywność przeciwdrobnoustrojową. W porównaniu z dobrze znanymi antybiotykami, 

wszystkie związki były mniej skuteczne w stosunku do rozważanych szczepów 

drobnoustrojów. Chociaż w porównaniu z powszechnie stosowanymi konserwantami czy 

innymi środkami o udowodnionym działaniu przeciwdrobnoustrojowym pochodzenia 

naturalnego, uzyskane wyniki można uznać za zadowalające. Wiele olejków eterycznych 

znanych ze swojej aktywności przeciwdrobnoustrojowej ma niższe wartości MIC w 

stosunku do rozważanych gatunków. Ponieważ olejki eteryczne są kompozycjami związków 

niskocząsteczkowych  można zaobserwować ich działanie synergistyczne. Przykładem 

może być tutaj olejek z drzewa herbacianego, który jest powszechnie znany ze swoich 

właściwości przeciwdrobnoustrojowych, znajduje zastosowanie w kosmetykach do 

pielęgnacji skóry trądzikowej, zwalczania łupieżu, pielęgnacji stóp i.in. [110]. Jego MIC 

wynosi od 750 mg/L do 25 mg/L wobec E.coli, S.aureus, S.epidermidis, K. pneumoniae, 

P.aeruginosa, C. albicans, C. parapsilosis [111]. Głównym składnikiem tego olejku jest 

terpinen-4-ol, którego MIC wobec S.epidermidis i S. aureus wynosi 0.31-0.63% (v/v) [112], 

wobec E. coli 1.20 mg/L a wobec  P. aeruginosa 9.30-4.70 mg/L [113]. Innym przykładem 

wykorzystania aktywności przeciwdrobnoustrojowej związków zapachowych mogą być 
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tymol MIC = 75.3-150.7 mg/L ( S. aureus, B. cereus, E. coli) [114], mentol 1000 mg/L 

(S.aureus)  i eukaliptol 8000 mg/L [115], które są dodawane do płynu do płukania ust 

Listerine® jako składniki pomocnicze [116]. 

Tab. 9 Wartości MIC dla związków karbonylowych, ich oksymów oraz poszczególnych eterów oksymów. n/a – nie 
aktywny wobec badanych szczepów. 

Nazwa Mikroorganizm MIC [mg/L] 

(mM) 

p-Aldehyd anyżowy 24 E. aerogenes 1200.00 (8.81) 

P. fluorescens 1200.00 (8.81) 

E. gergoviae 1200.00 (8.81) 

B. cepacia 2400.00 (17.63) 

Oksym p-aldehydu anyżowego 6 E.aerogenes 1200.00 (7.94) 

P. fluorescens 600.00 (3.97) 

E. gergoviae 1200.00 (7.94) 

K. rhizophila 1200.00 (7.94) 

Eter O-propylowy oksymu p-aldehydu anyżowego 37 E.coli 300.00 (1.55) 

A. fumigatus 600.00 (3.10) 

Eter O-butylowy oksymu p-aldehydu anyżowego 38 E.coli 300.00 (1.45) 

Eter O-amylowy oksymu p-aldehydu anyżowego 39 E.coli 300.00 (1.36) 

Eter O-izoamylowy oksymu p-aldehydu anyżowego 40 E.coli 600.00 (2.71) 

A. brasiliensis 600.00 (2.71) 

m-Aldehyd anyżowy 7 E. hirae 1200.00 (8.81) 

S. aureus 2400.00 (17.63) 

E. aerogenes 1200.00 (8.81) 

P. fluorescens 1200.00 (8.81) 

E. gergoviae 1200.00 (8.81) 

B. cepacia 600.00 (4.41) 

A. fumigatus 300.00 (2.20) 

P. pinophilium 150.00 (1.10) 

Oksym m-aldehydu anyżowego 25 L. pneumophila 1200.00 (7.94) 

S. aureus 1200.00 (7.94) 

E. aerogenes 1200.00 (7.94) 

P. fluorescens 1200.00 (7.94) 

E. gergoviae 2400.00 (15.88) 

K. rhizophila 1200.00 (7.94) 

C. parapsilosis 2400.00 (15.88) 

Eter O-propylowy oksymu m-aldehydu anyżowego 41 - n/a 

Eter O-propargilowy  m-aldehydu anyżowego 42 P. fluorescens 300.00 (1.59) 

Eter O-butylowy oksymu m-aldehydu anyżowego 43 E.coli 600.00 (2.89) 

Eter O-amylowy oksymu m-aldehydu anyżowego 44 A. fumigatus 600.00 (2.71) 

Eter O-izoamylowy oksymu m-aldehydu anyżowego 

45 

E.coli 300.00 (1.36) 

o-Aldehyd anyżowy 8 L. pneumophila 300.00 (2.20) 

E. aerogenes 1200.00 (8.81) 

P. fluorescens 1200.00 (8.81) 

E. gergoviae 1200.00 (8.81) 

K. rhizophila 2400.00 (17.63) 

B. cepacia 2400.00 (17.63) 

Oksym o-aldehydu anyżowego 26 P. fluoerscens 1200.00 (7.94) 

K.rhizophila 2400.00 (15.88) 
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A. fumigatus 600.00 (3.97) 

Eter O-propylowy oksymu o-aldehydu anyżowego 46 - n/a 

Eter O-butylowy oksymu o-aldehydu anyżowego 47 - n/a 

Eter O-amylowy oksymu o-aldehydu anyżowego 48 E.coli 150.00 (0.68) 

Eter O-izoamylowy oksymu o-aldehydu anyżowego 49 E.coli 300.00 (1.36) 

α-amylocynamaldehyd 19 E. hirae 1200.00  (5.93) 

Oksym α-amylocynamaldehydu 1 E. hirae 150.00 (0.69) 

C. albicans 1200.00 (5.52) 

L. pneumophila 1200.00 (5.52) 

K. rhizophila 2400.00 (11.04) 

Eter O-metylowy oksymu α-amylocynamaldehydu 50 E.coli 75.00 (0.32) 

E. hirae 75.00 (0.32) 

K. rhizophila 18.25 (0.08) 

A. fumigatus 600.00 (2.59) 

Eter O-etylowy oksymu α-amylocynamaldehydu 51 E.coli 150.00 (0.61) 

E. hirae 75.00 (0.29) 

B. cereus 300.00 (1.22) 

K. rhizophila 150.00 (0.61) 

Eter O-propylowy oksymu α-amylocynamaldehydu 52 E.coli 75.00 (0.29) 

E. hirae 75.00 (0.29) 

A. fumigatus 300.00 (1.16) 

Eter O-amylowy oksymu α-amylocynamaldehydu 53 E.coli 150.00 (0.52) 

A. fumigatus 600.00 (2.09) 

Eter O-izoamylowy oksymu α-amylocynamaldehydu 

54 

E.coli 300.00 (1.04) 

β-Cyklocytral 30 E. hirae 1200.00 (7.88) 

P.aeruginosa 300.00 (1.97) 

L. pneumophila 150.00 (0.99) 

K. rhizophila 2400.00 (15.77) 

P. putida 2400.00 (15.77) 

B. cepacia 600.00 (3.94) 

A. fumigatus 1200.00 (7.88) 

P. pinophilium 600.00 (3.94) 

Oksym β-cyklocytralu 12 E. aerogenes 2400.00 (14.35) 

E. gergoviae 2400.00 (14.35) 

K. rhizophila 2400.00 (14.35) 

Eter O-etylowy oksymu β-cyklocytralu 55 A. brasiliensis 300.00 (1.54) 

Eter O-propylowy oksymu β-cyklocytralu 56 E. coli 300.00 (1.43) 

P. aeruginosa 600.00 (2.87) 

A. brasiliensis 600.00 (2.87) 

Eter O-propargilowy  β-cyklocytralu 57 B. cereus 600.00 (2.92) 

Eter O-butylowy oksymu β-cyklocytralu 58 - n/a 

Eter O-amylowy oksymu β-cyklocytralu 59 A. brasiliensis 600.00 (2.53) 

Eter O-izoamylowy oksymu β-cyklocytralu 60 E.coli 300.00 (1.26) 

Dihydrojasmon 33 S. aureus 1200.00 (7.22) 

K. rhizophila 2400.00 (14.44) 

Oksym dihydrojasmonu 15 E. hirae 600.00 (3.31) 

S. aureus 300.00 (1.65) 

K. rhizophila 2400.00 (13.24) 

Eter O-metylowy oksymu dihydrojasmonu 61 - n/a 

Eter O-etylowy oksymu dihydrojasmonu 62 P. aeruginosa 600.00 (2.87) 

A. fumigatus 600.00 (2.87) 
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Eter O-propylowy oksymu dihydrojasmonu 63 - n/a 

Eter O-allilowy oksymu dihydrojasmonu 64 A. fumigatus 600.00 (2.71) 

Eter O-propargilowy  dihydrojasmonu 65 - n/a 

Eter O-butylowy oksymu dihydrojasmonu 66 E. coli 150.00 (0.63) 

Eter O-amylowy oksymu dihydrojasmonu 67 E.coli 75.00 (0.30) 

Eter O-izoamylowy oksymu dihydrojasmonu 68 E. hirae 600.00 (2.39) 

(+)-Dihydrokarwon 31 - n/a 

Oksym (+)-dihydrokarwonu 13 E. hirae 600.00 (3.59) 

E. aerogenes 2400.00 (14.35) 

K. rhizophila 2400.00 (14.35) 

P. putida 2400.00 (14.35) 

Eter O-etylowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 69 - n/a 

Eter O-propylowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 70 - n/a 

Eter O-allilowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 71 - n/a 

Eter O-propargilowy  (+)-dihydrokarwonu 72 - n/a 

Eter O-butylowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 73 - n/a 

Eter O-amylowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 74 E. coli 150.00 (0.63) 

Eter O-izoamylowy oksymu (+)-dihydrokarwonu 75 - n/a 

α-Heksylocynamaldehyd 20 E. hirae 1200.00 (5.55) 

S. aureus 300.00 (1.04) 

L. pneumophila 300.00 (1.38) 

P. fluorescens 2400.00 (11.09) 

E.gergoviae 2400.00 (11.09) 

K. rhizophila 2400.00 (11.09) 

P. putida 2400.00 (11.09) 

B. cepacia 150.00 (0.69) 

C. parapsilosis 150.00 (0.69) 

P. pinophilium 2400.00 (11.09) 

Oksym α-heksylocynamaldehydu 2 E. coli 600.00 (2.57) 

E. hirae 42.18 (0.18) 

C. albicans 300.00 (1.29) 

L. pneumophila 1200.00 (5.14) 

S. aureus 37.50 (0.16) 

K. rhizophila 2400.00 (9.18) 

A. fumigatus 2400.00 (9.18) 

P. pinophilium 2400.00 (9.18) 

Eter O-butylowy oksymu α-heksylocynamaldehydu 76 S. epidermidis 600.00 (2.07) 

α-Izometylojonon 27 E. hirae 1200.00 (5.82) 

L. pneumophila 1200.00 (5.82) 

Oksym α-izometylojononu 9 E. coli 1200.00 (5.42) 

E. hirae 18.75 (0.08) 

C. albicans 600.00 (2.71) 

K. rhizophila 2400.00 (10.84) 

Eter O-metylowy oksymu α-izometylojononu 77 E. hirae 300.00 (1.27) 

K. pneumoniae 600.00 (2.55) 

E. aerogenes 75.00 (0.32) 

P. aeruginosa 150.00 (0.64) 

Eter O-etylowy oksymu α-izometylojononu 78 - n/a 

Eter O-propylowy oksymu α-izometylojononu 79 E.coli 37.50 (0.14) 

E. hirae 37.50 (0.14) 

P. aeruginosa 600.00 (2.28) 

Eter O-allilowy oksymu α-izometylojononu 80 E. gergoviae 150.00 (0.57) 
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B. cereus 75.00 (0.28) 

S. epidermidis 9.87 (0.04) 

K. pneumoniae 600.00 (2.30) 

E. aerogenes 75.00 (0.28) 

P. aeruginosa 37.50 (0.14) 

Eter O-propargilowy  α-izometylojononu 81 E. hirae 150.00 (0.58) 

S. epidermidis 37.50 (0.14) 

E. aerogenes 75.00 (0.27) 

P. fluorescens 300.00 (1.16) 

P. aeruginosa 75.00 (0.27) 

Eter O-butylowy oksymu α-izometylojononu 82 E. coli  18.75 (0.07) 

E. hirae  37.50 (0.14) 

Eter O-amylowy oksymu α-izometylojononu 83 E.coli 150.00 (0.51) 

E. hirae 600.00 (2.06) 

A. brasiliensis 300.00 (1.03) 

cis-Jasmon 36 E. hirae 600.00 (3.65) 

A. brasiliensis 75.00 (0.46) 

S. aureus 1200.00 (7.31) 

L. pneumophila 75.00 (0.46) 

K. rhizophila 2400.00 (14.61) 

A. fumigatus 600.00 (3.65) 

Oksym cis-jasmonu 18 E. hirae 600.00 (3.40) 

A. brasiliensis 37.50 (0.21) 

S. aureus 300.00 (1.70) 

C. albicans 300.00 (1.70) 

A. fumigatus 600.00 (3.40) 

Eter O-metylowy oksymu cis-jasmonu 84 A. brasiliensis 300.00 (1.55) 

Eter O-etylowy oksymu cis-jasmonu 85 E. coli 600.00 (2.89) 

S. aureus 600.00 (2.89) 

Eter O-propylowy oksymu cis-jasmonu 86 E. coli 300.00 (1.36) 

S. aureus 600.00 (2.71) 

Eter O-allilowy oksymu cis-jasmonu 87 A. fumigatus 600.00 (2.74) 

Eter O-propargilowy  cis-jasmonu 88 A. fumigatus 600.00 (2.76) 

Eter O-butylowy oksymu cis-jasmonu 89 E. coli 300.00 (1.38) 

Eter O-amylowy oksymu cis-jasmonu 90 E. coli 150.00 (0.64) 

S. epidermidis 600.00 (2.55) 

Eter O-izoamylowy oksymu cis-jasmonu 91 - n/a 

(1R)-(−)-Myrtenal 29 E. hirae 600.00 (4.00) 

B. cereus 600.00 (4.00) 

L. pneumophila 300.00 (2.00) 

K. rhizophila 2400.00 (15.98) 

B. cepacia 600.00 (4.00) 

A. fumigatus 2400.00 (15.98) 

P. pinophilium 150.00 (1.00) 

Oksym (1R)-(−)-myrtenalu 11 L. pneumophila 600.00 (3.65) 

B. cereus 300.00 (1.67) 

E. aerogenes 1200.00 (6.69) 

E. gergoviae 600.00 (3.65) 

K. rhizophila 2400.00 (13.39) 

P. putida 2400.00 (13.39) 

B. cepacia 600.00 (3.65) 

A. fumigatus 300.00 (1.67) 
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Eter O-etylowy oksymu (1R)-(−)-myrtenalu 92 - n/a 

Eter O-propylowy oksymu (1R)-(−)-myrtenalu 93 - n/a 

Eter O-allilowy oksymu (1R)-(−)-myrtenalu 94 A. fumigatus 600.00 (2.92) 

Eter O-propargilowy  (1R)-(−)-myrtenalu 95 A. fumigatus 600.00 (2.95) 

Eter O-butylowy oksymu (1R)-(−)-myrtenalu 96 - n/a 

(S)-(−)-Perylaldehyd 34 S. aureus 1200.00 (7.99) 

E. aerogenes 2400.00 (15.97) 

K.rhizophila 2400.00 (15.97) 

A.fumigatus 300.00 (2.00) 

P. pinophilium 75.00 (0.50) 

Oksym (S)-(−)-perylaldehydu 16 E. hirae 600.00 (3.63) 

S. aureus 1200.00 (7.26) 

E. aerogenes 2400.00 (14.53) 

E. gergoviae 2400.00 (14.53) 

Eter O-etylowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 97 A. brasiliensis 600.00 (3.10) 

A. fumigatus 300.00 (1.55) 

Eter O-propylowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 98 A. fumigatus 600.00 (2.89) 

Eter O-allilowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 99 A. brasiliensis 300.00 (1.46) 

A. fumigatus 300.00 (1.46) 

Eter O-propargilowy  (S)-(−)-perylaldehydu 100 E. coli 150.00 (0.74) 

Eter O-butylowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 101 E. coli 150.00 (0.68) 

Eter O-amylowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 102 E. coli 300.00 (1.27) 

Eter O-izoamylowy oksymu (S)-(−)-perylaldehydu 103 E. coli 300.00 (1.27) 

A. brasiliensis 600.00 (2.55) 

Piperyton 35 S. aureus 1200.00 (7.88) 

K. rhizophila 2400.00 (15.77) 

C. parapsilosis 1200.00 (7.88) 

Oksym piperytonu 17 E. hirae 600.00 (3.59) 

S. aureus 600.00 (3.59) 

C. albicans 600.00 (3.59) 

E. aerogenes 1200.00 (7.17) 

E. gergoviae 1200.00 (7.17) 

K. rhizophila 2400.00 (14.35) 

P. putida 2400.00 (14.35) 

E. gergoviae 2400.00 (14.35) 

K. rhizophila 2400.00 (14.35) 

B. cepacia 300.00 (0.90) 

A. fumigatus 600.00 (3.59) 

Eter O-etylowy oksymu piperytonu 104 A. brasiliensis 600.00 (3.07) 

Eter O-propylowy oksymu piperytonu 105 E. coli 300.00 (1.43) 

Eter O-allilowy oksymu piperytonu 106 S. epidermidis 600.00 (2.89) 

Eter O-propargilowy  piperytonu 107 S. epidermidis 600.00 (2.89) 

Safranal 28 E. coli 2400.00 (15.98) 

E. hirae 1200.00 (7.99) 

P.aeruginosa 1200.00 (7.99) 

B. cereus 2400.00 (15.98) 

S. aureus 2400.00 (15.98) 

L. pneumophila 2400.00 (15.98) 

K. rhizophila 2400.00 (15.98) 

A. fumigatus 600.00 (3.99) 

P. pinophilium 150.00 (1.00) 

Oksym safranalu 10 E. hirae 600.00 (3.63) 
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C. albicans 300.00 (1.82) 

S. aureus 150.00 (0.91) 

E. aerogenes 300.00 (1.82) 

E. gergoviae 2400.00 (14.53) 

K. rhizophila 2400.00 (14.53) 

B. cepacia 300.00 (1.82) 

Eter O-propylowy oksymu safranalu 108 E. coli 600.00 (2.89) 

S. epidermidis 600.00 (2.89) 

P. aeruginosa 600.00 (2.89) 

A. fumigatus 600.00 (2.89) 

Eter O-allilowy oksymu safranalu 109 E. coli 300.00 (1.46) 

S. epidermidis 600.00 (2.92) 

B. cereus 600.00 (2.92) 

P. aeruginosa 600.00 (2.92) 

A. fumigatus 600.00 (2.92) 

Eter O-propargilowy  oksymu safranalu 110 E. coli 300.00 (1.48) 

B. cereus 600.00 (2.95) 

P. aeruginosa 600.00 (2.95) 

A. fumigatus 600.00 (2.95) 

p-Tolualdehyd 21 E. hirae 1200.00 (9.99) 

C. albicans 600.00 (4.99) 

S. aureus 2400.00 (19.98) 

Oksym p-tolualdehydu 3 E. hirae 150.00 (1.11) 

S. aureus 1200.00 (8.88) 

C. albicans 300.00 (2.22) 

E. aerogenes 600.00 (4.44) 

P. fluorescens 600.00 (4.44) 

E. gergoviae 600.00 (4.44) 

K. rhizophila 600.00 (4.44) 

B. cepacia 600.00 (4.44) 

Eter O-butylowy oksymu p-tolualdehydu 111 A. fumigatus 600.00 (3.14) 

Eter O-amylowy oksymu p-tolualdehydu 112 - n/a 

Eter O-izoamylowy oksymu p-tolualdehydu 113 - n/a 

m-Tolualdehyd 22 B. cereus 1200.00 (9.99) 

P. fluorescens 2400.00 (19.98) 

E. gergoviae 2400.00 (19.98) 

A. fumigatus 600.00 (4.99) 

P. pinophilium 37.50 (0.31) 

Oksym m-tolualdehydu 4 P.aeruginosa 1200.00 (8.88) 

B. cereus 1200.00 (8.88) 

L. pneumophila 1200.00 (8.88) 

E. aerogenes 600.00 (4.44) 

P. fluorescens 1200.00 (8.88) 

E. gergoviae 1200.00  (8.88) 

K. rhizophila 1200.00 (8.88) 

P. putida 1200.00 (8.88) 

B. cepacia 600.00 (4.44) 

Eter O-propylowy oksymu m-tolualdehydu 114 - n/a 

Eter O-butylowy oksymu m-tolualdehydu 115 A. fumigatus 600.00 (3.14) 

Eter O-amylowy oksymu m-tolualdehydu 116 - n/a 

Eter O-izoamylowy oksymu m-tolualdehydu 117 - n/a 
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o-Tolualdehyd 23 B. cereus 1200.00 (9.99) 

L. pneumophila 600.00 (4.99) 

E. gergoviae 2400.00 (19.98) 

P. fluorescens 2400.00 (19.98) 

B. cepacia 2400.00 (19.98) 

A. fumigatus 1200.00 (9.99) 

P. pinophilium 300.00 (2.50) 

Oksym o-tolualdehydu 5 B. cereus 1200.00 (8.88) 

E. aerogenes 1200.00 (8.88) 

P. fluorescens 1200.00 (8.88) 

E. gergoviae 1200.00 (8.88) 

K. rhizophila 1200.00 (8.88) 

B. cepacia 2400.00 (17.76) 

A. fumigatus 300.00 (2.22) 

P. pinophilium 75.00 (0.55) 

Eter O-butylowy oksymu o-tolualdehydu 118 - n/a 

Eter O-amylowy oksymu o-tolualdehydu 119 - n/a 

Eter O-izoamylowy oksymu o-tolualdehydu 120 A. fumigatus 300.00 (1.46) 

(1S)-(−)-Werbenon 32 E. coli 1200.00 (7.99) 

L. pneumophila 150.00 (1.00) 

K. rhizophila 2400.00 (15.98) 

Oksym (1S)-(−)-werbenonu 14 L. pneumophila 2400.00 (14.53) 

E. aerogenes 2400.00 (14.53) 

K. rhizophila 2400.00 (14.53) 

P. putida 2400.00 (14.53) 

Eter O-metylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 121 - n/a 

Eter O-etylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 122 - n/a 

Eter O-propylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 123 - n/a 

Eter O-allilowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 124 - n/a 

Eter O-propargilowy  (1S)-(−)-werbenonu 125 - n/a 

Eter O-butylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 126 E. coli 300.00 (1.36) 

Eter O-amylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 127 E. coli 300.00 (1.27) 

Eter O-izoamylowy oksymu (1S)-(−)-werbenonu 128 E. coli 300.00 (1.27) 

 

W części moich badań udało się potwierdzić, że ugrupowanie oksymowe może 

wzmacniać aktywność przeciwdrobnoustrojową. W kilku przypadkach oksymy o niskiej 

masie cząsteczkowej były bardziej aktywne niż związki karbonylowe natomiast etery 

oksymów bardziej aktywne niż oksymy. Ciekawym przykładem może być (+)-

dihydrokarwon 31, który nie wykazywał aktywności przeciwdrobnoustrojowej we wzorcu 

odniesienia, natomiast jego oksym 13 wykazał nieznaczną aktywność wobec E. hirae, E. 

aerogenes, K. rhizophila i P. putida. Ponadto spośród eterów oksymów tego związku jedynie 

eter amylowy 74 wykazał znaczącą aktywność MIC = 150mg/L, wobec E. coli, w badanym 

zakresie referencyjnym. Dobrym przykładem sytuacji, w której oksym był znacznie bardziej 

aktywny niż jego substrat może być α-izometylojonon 27 (Tabela 9), jego MIC wynosi 1200 

mg/L wobec E. hirae, a dla jego oksymu 9 18.75 mg/L. Pośród eterów oksymów tego 
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związku najlepsza aktywnością wykazał się eter allilowy 80 wobec S. epidermidis uzyskując 

najlepszy wynik spośród wszystkich zsyntezowanych eterów (MIC = 9.87 mg/L) a także 

eter butylowy 82 wobec E. coli (MIC = 18.75 mg/L). W przypadku (−)-werbenonu 32, który 

był związkiem średnio aktywnym zaobserwowałam, że wprowadzenie ugrupowania 

oksymowego zmniejszyło jego aktywność. Również etery tego oksymu z krótkimi 

łańcuchami 121-125 okazały się nieaktywne, dopiero dołączenie łańcucha cztero-i 

pięciowęglowego 126-128 sprawiło ponowny wzrost aktywności do poziomu średniego 

(300 mg/L).  Więcej związków było aktywnych wobec bakterii Gram-dodatnich niż Gram-

ujemnych, co może to być związane z różnicami w strukturze komórek i zróżnicowanej 

przepuszczalności błony lipidowej i ściany komórkowej. Należałoby jednak przeprowadzić 

dokładniejsze badania dla potwierdzenia tej tezy. W dostępnej literaturze jest mało 

publikacji dotyczących badań nad aktywnością niepodstawionych oksymów wobec 

analizowanych szczepów mikroorganizmów. Dla związków karbonylowych takich 

publikacji jest więcej, natomiast ze względu na różnice w metodologii badań nad 

aktywnością hamującą wzrost drobnoustrojów, a także różnice w szczepach 

mikroorganizmów, postanowiłam odnieść się jedynie do części wyników dostępnych w 

danych literaturowych i porównać wartości parametrów MIC. Aldehyd perylowy  jest 

jednym ze wcześniej analizowanych związków pod względem jego aktywności 

przeciwdrobnoustrojowej, niestety autorka badania nie podała jego konfiguracji, co 

dodatkowo utrudnia porównanie wyników. W niniejszym badaniu Kim wykazała że jest on 

aktywny wobec E. coli (MIC = 500 mg/L) [117]. Nie udało mi się potwierdzić tego wyniku 

ponieważ w testach przesiewowych nie zaobserwowałam aktywności (−)-perylaldehydu 34 

wobec E. coli. Ponadto, wyniki przeze mnie uzyskane wobec innych mikroorganizmów nie 

były tak niskie, wobec S. aureus MIC wynosił 1200 mg/L a wobec A. fumigatus 300 mg/L. 

Etery propargilowy 100, butylowy 101, amylowy 102 i izoamylowy 103 oksymu 16 tego 

związku, wykazały się średnią aktywnością wobec badanego szczepu E. coli MIC 300-150 

mg/L. Można więc uznać, że były one znacznie bardziej aktywne niż odpowiadający 

związek karbonylowy 34 i oksym 16. Kolejnym niskocząsteczkowym związkiem 

karbonylowym, który ze względu na różne zastosowania przemysłowe był wielokrotnie 

analizowany pod względem aktywności przeciwdrobnoustrojowej jest cis-jasmon 36. W 

moich badaniach wykazał on znaczącą aktywność wobec  A. brasiliensis (MIC = 75 mg/L), 

średnią wobec A. fumigatus (300 mg/L) a słabą wobec E. hirae (MIC = 600 mg/L) i S. aureus 

(MIC = 1200 mg/L). Dane literaturowe dotyczące badań nad tym związkiem prezentują 

różne wartości. W niektórych badaniach cis-jasmon 36 wykazywał się lepszą aktywnością 
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przeciwdrobnoustrojową. Np. wobec gronkowca złocistego literaturowa wartość MIC 

wynosi 250 mg/L [118], co jest wartością prawie 5-krotnie niższą, niż ta uzyskana w moich 

badaniach.  Te same badania potwierdziły słabą aktywność tego związku wobec E. coli i P. 

aeruginosa oraz średnią aktywność wobec C. albicans. W moim badaniu nie 

zaobserwowano aktywności wobec tych szczepów. W innych badaniach cis-jasmon 36 

umiarkowanie hamował wzrost P. aeruginosa, E.coli i S.aureus (MIC powyżej 800 mg/L) 

[119]. Oksym cis-jasmonu 18 wykazał silną aktywność hamującą wzrost jedynie wobec A. 

brasiliensis (MIC = 37.50 mg/L). Pochodne oksymu cis-jasmonu 84-90 wykazały średnią 

aktywność wobec przytoczonych szczepów, w zakresie 600 – 150 mg/L. Innym eterem 

oksymu, który wykazał się znaczącą wartością MIC jest eter O-metylowy oksymu α-

amylocynamaldehydu 50 MIC = 18.75 mg/L wobec K. rhizophila. Jest to wartość 128-

krotnie niższa niż dla wyjściowego oksymu 1 (MIC = 2400 mg/L). Najszerszym spektrum 

działania wykazał eter O-allilowy oksymu α-izometylojononu 80. W badanym zakresie 

stężeń zahamował wzrost sześciu mikroorganizmów: B. cereus, P. aeruginosa, E. gergoviae, 

S. epidermidis, K. pneumoniae i E. aerogenes. Jedynie wobec K. pneumoniae 

zaobserwowana aktywność była średnia MIC=600 mg/L podczas gdy wobec pozostałych 

szczepów były to wartości poniżej 150 mg/L. Żaden z eterów oksymów nie był aktywny 

wobec L. pneumophila i P. putida w badanym zakresie referencyjnym. Eterami, które 

okazały się nie hamować wzrostu żadnego z badanych mikroorganizmów są: etery O-

metylowe oksymów dihydrojasmonu 61 i (−)-werbenonu 121, etery O-etylowe oksymów 

(+)-dihydrokarwonu 69, (−)-myrtenalu 92 i (−)-werbenonu 122, etery O-propylowe 

oksymów m-aldehydu anyżowego 41, o-aldehydu anyżowego 46,  dihydrojasmonu 63, (+)-

dihydrokarwonu 70, m-tolualdehydu 114 i (−)-werbenonu 123, etery O-allilowe oksymów 

(+)-dihydrokarwonu 71, (−)-werbenonu 124, etery O-propargilowe oksymów 

dihydrojasmonu 65, (+)-dihydrokarwonu 72, (−)-werbenonu 125, etery O-butylowe 

oksymów o-aldehydu anyżowego 47, β-cyklocytralu 58, (+)-dihydrokarwonu 73, (−)-

myrtenalu 96, o-tolualdehydu 118, etery O-amylowe oksymów p-tolualdehydu 112, m-

tolualdehydu 116, o-tolualdehydu 118, etery O-izoamylowe oksymów (+)-dihydrokarwonu 

75, cis-jasmonu 91,  p-tolualdehydu 113 i m-tolualdehydu 117. 
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4.3. Analiza profili zapachowych i progów wyczuwalności wybranych eterów 

 

4.3.1 Analiza sensoryczna 
 

Próg wyczuwalności to takie stężenie, przy którym dana substancja jest wyczuwalna 

przez zmysł węchu człowieka. Zależy on od kształtu cząsteczki, polarności, ładunków 

częściowych i masy molekularnej danej cząsteczki. Mechanizm odpowiedzialny za ocenę 

progu wyczuwalności nie jest dokładnie poznany, dlatego też nie jest możliwe wyznaczenie 

go empiryczne. Konieczne są testy z udziałem ludzi [120].  

Analiza profili zapachowych opiera się na subiektywnym wrażeniu testera i 

przypisaniu do poszczególnych wzorców zapachu lub też werbalnego określenia cech 

wrażenia przez niego wywoływanego [121]. Zbiór poszczególnych wzorców zapachów a 

tym samym usystematyzowana klasyfikacja zapachów została zaproponowana przez 

perfumiarzy na początku XX w. Do poszczególnych nazw zapachów dopisuje się jednak 

kolejne deskryptory ze względu na sprzeczne odczucia specjalistów. Żaden z  dostępnych 

systemów klasyfikacji nie jest jednak powszechnie akceptowany a opisy profili 

zapachowych różnią się między sobą [7]. 

Analizę sensoryczną prowadzi się dwiema podstawowymi metodami: 

• metodą oznaczania wartości progowych 

• metodą testów różnicowych 

 

Pierwsza z nich dotyczy głównie testów nad wrażliwością sensoryczną. Pośród nich 

w celu wyznaczenia progu wyczuwalności wyróżnia się metodę limitów oraz schodkową. 

W metodzie limitów testujący otrzymuje serię próbek uszeregowanych najczęściej 

względem malejącego natężenia bodźca. Zadaniem testera jest określenie, przy której próbce 

przestał odczuwać zapach. W metodzie schodkowej testerowi podaje się serie próbek 

uszeregowanych względem rosnącego natężenia bodźca. Analogicznie zadaniem testera jest 

określenie, przy której próbce zaczyna odczuwać zapach a następnie podaje się testerowi 

próbkę o niższym stężeniu w celu wyeliminowania ewentualnej błędnej odpowiedzi. Metoda 

testów różnicowych opiera się na wykrywaniu różnic między próbkami. W zależności od 

obranego podejścia podaje się testerowi próbki spośród, których probant ma wybrać lepszą 

próbkę względem danych cech analizowanych. Wyróżnia się metodę parzystą, gdzie probant 

wybiera między dwiema próbkami, spośród których probant wybiera „lepszą” próbkę tj. 
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bardziej pasującą do określonych cech. Metodę „duo-trio”, w której oprócz dwóch próbek 

poddawanych ocenie dodaje się próbkę będącą standardem. Probant ma za zadanie wybrać 

próbkę najbardziej zbliżoną do standardu. Metodę podwójnych standardów, która z zasady 

jest podobna do poprzedniej metody, jednakże w tym przypadku probant otrzymuje dwie 

próbki analizowane oraz dwa standardy. Zadaniem jest dopasowanie odpowiednich próbki 

do właściwego standardu. Metoda trójkątowa polega na podaniu testerowi próbek w 

zestawieniu trójkowym. Dwie próbki są ze sobą identyczne a trzecia jest różna. Probant 

wskazuje próbki identyczne i próbkę różną. Wariacją tej metody jest metoda „dwa z pięciu” 

gdzie tester otrzymuje pięć próbek. Dwie należące do jednego zestawu, identyczne ze sobą 

oraz trzy należące do drugiego zestawu próbek identycznych ze sobą. W testach 

różnicowych wyniki poddaje się analizie statystycznej na podstawie, której wyznacza się 

właściwy efekt badania. Efektem badania może być np. zakwalifikowanie poszczególnych 

próbek do właściwych do odpowiednich profili zapachowych [122].  

4.3.2 Analiza z wykorzystaniem technik olfaktometrii 

 

Olfaktometria sprzężona z chromatografią gazową (GC-O) stanowi jedną z technik 

stosowanych w analizie zapachów. Metoda ta znajduje zastosowanie w analizie mieszanin 

substancji zapachowych. Dana próbka zostaje poddana rozdziałowi na odpowiedniej 

kolumnie chromatograficznej a wypływający z kolumny gaz nośny wraz z odpowiednią 

frakcją próbki zostaje rozdzielony pomiędzy detektor oraz przystawkę olfaktometryczną. 

Probant stanowi dodatkowy niezwykle czujny i specyficzny detektor, który ma za zadanie 

dopasowanie zapachu do zbioru wzorców [123].  

Elektroniczny nos jest kolejnym urządzeniem wykorzystywanym w analizie 

zapachu. Jest to urządzenie, które ma za zadanie jak najwiarygodniej oddawać właściwości 

nabłonka węchowego człowieka. W tym celu stosuje się  zespół detektorów mających na 

celu wykrywanie poszczególnych właściwości jak np. obecność specyficznych wiązań. 

Poszczególne zbiory uzyskanych sygnałów pobudzenia poszczególnych czujników 

przypisywane są wzorcom zapachu. Zapach zostaje więc rozpoznany, jeśli stopień 

zgodności obu zbiorów będzie wysoki [121].    

4.3.3 Wyniki analizy sensorycznej 

 

Do analizy profili zapachowych i progów wyczuwalności zakwalifikowane zostały 

wybrane etery oksymów na podstawie subiektywnej oceny ich potencjału zapachowego. 
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Badania te zostały wykonane przez prof. Józefa Kulę z Zespołu Chemii Bioorganicznej i 

Surowców Kosmetycznych Politechniki Łódzkiej a także grupę perfumiarek Panią Monikę 

Kaleta oraz Agnieszkę Pieńkosz-Żagań z firmy FSZ “Pollena-Aroma” Sp. z o.o.  

Tab. 10 Profile zapachowe i progi wyczuwalności wybranych eterów oksymów 

Nazwa Profil zapachowy 

Próg wyczuwalności 

zapachu [ppm] 

Eter O-n-propylowy oksymu  

(+)-dihydrokarwonu 70 

Słodki, kwiatowy, 

piwonia/warzywny 
33 

Eter O-metylowy oksymu 

dihydrojasmonu 61 

Świeży, kwiatowy, 

jaśminowy, herbaciany, 

plastikowy, zamienia się w 

zielono-anyżowy, 

koper/jaśmin, po kilku 

minutach delikatnie 

grzybowy 

53 

Eter O-etylowy oksymu 

dihydrojasmonu 62 

Wodnisty, jaśminowo-

herbaciany/kwiatowy, 

jaśminowo-kokosowy 

58 

Eter O-etylowy oksymu 

 ( ̶ )-aldehydu perylowego 97 

Białe kwiaty, lilia, 

aldehydowy, 

tłusty/kwiatowy o słodkiej 

nucie 

50 

Eter O-metylowy oksymu 

( ̶ )-werbenonu 121 

Rustykalny (przydomowy 

ogród, roślinny,warzywny), 

zielony, werbena, drzewny, 

irysowo-fioletowy/ 

kwiatowy 

33 

Eter O-etylowy oksymu 

( ̶ )-werbenonu 122 

Przydomowy ogródek, 

werbena/ zieleń, galbanum 
13 

Eter O-propargilowy 

oksymu 

( ̶ )-werbenonu 125 

Delikatny, kwiatowy, 

piwonia, 

herbaciany/kwiatowy 

53 

 

Pośród zbadanych związków najniższy próg wyczuwalności 13 ppm posiada eter O-

etylowy oksymu ( ̶ )-werbenonu 122 (Tabela 10) i wykazuje się zapachem przydomowego 

ogródka, zielonym z nutą werbeny i galbanum.  
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5. Podsumowanie  
 

 Efektem przeprowadzonych przeze mnie badań było otrzymanie 92 nowych, 

nieopisanych dotąd w literaturze lotnych oksymów. Wszystkie z nich poddałam badaniom 

nad aktywnością przeciwdrobnoustrojową, której efektem było wyznaczenia parametru 

MIC. Połączenie właściwości zapachowych z aktywnością przeciwdrobnoustrojową może 

być cenną cechą przy wykorzystaniu zsyntezowanych przeze mnie związków w przemyśle 

kosmetycznym i produkcji środków czystości.  

Wyniki badań potwierdzają aktywność eterów oksymów lotnych związków 

karbonylowych hamującą wzrost mikroorganizmów związanych z analizą skuteczności 

środków dezynfekcyjnych, konserwantów dla przemysłu kosmetycznego a także szczepami 

odpowiedzialnymi za wtórne zakażenia kosmetyków. 30 spośród nowo zsyntezowanych 

eterów oksymów wykazało się wartością parametru MIC poniżej 150 mg/L. 27 eterów nie 

wykazało się aktywnością hamującą wzrost badanych mikroorganizmów. Można 

zaobserwować, że wpływ na aktywność poszczególnych eterów oksymów ma przede 

wszystkim aktywność substratu (oksymu) wykorzystanego do jego syntezy a dopiero w 

drugiej kolejności długość i struktura dołączanego łańcucha.  

 Poszczególne substancje znajdujące się na liście konserwantów dla przemysłu 

kosmetycznego mają różne dopuszczalne zawartości procentowe w gotowym produkcie, 

uważa się jednak, że zawartość konserwantu w kosmetyku nie powinna przekraczać 2%, ze 

względu na potencjalne działanie alergizujące. Jedynie eter O-metylowy oksymu α-

amylocynamaldehydu 50,  O-allilowy 80 i O-butylowy 82 oksymu α-izometylojononu   

uzyskały dość niskie parametry MIC aby rozważać je jako potencjalne konserwanty. 

Niestety ze względu na wąski zakres działania w dopuszczalnym stężeniu nie znajdą one 

zastosowania jako konserwanty. Dodatkowe badania analizujące synergizm działania 

eterów oksymów z powszechnie stosowanymi konserwantami mogą dowieść, że etery 

oksymów zastosowane jako dodatek zapachowy pozwolą obniżyć stężenie dodawanych 

konserwantów.  

Kolejnym potencjalnym zastosowaniem dla nowo zsyntezowanych eterów jest ich 

wykorzystanie jako konserwantów w środkach czystości. Przepisy dotyczące używania 

substancji hamujących rozwój mikroflory w tym przypadku nie są tak restrykcyjne jak dla 

kosmetyków. Oczywiście przed wdrożeniem poszczególnych związków do formulacji 
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gotowych produktów wymagane są poszerzone testy pod względem ich oddziaływania na 

człowieka i środowisko a także analiza ich stabilności w poszczególnych produktach.  

Dla siedmiu nowych pochodnych wykonano charakterystyjkę zapachową przy 

współpracy z prof. Józefem Kulą z Zespołu Chemii Bioorganicznej i Surowców 

Kosmetycznych Politechniki Łódzkiej a także grupą perfumiarek Panią Moniką Kaleta oraz 

Agnieszką Pieńkosz-Żagań z firmy FSZ “Pollena-Aroma” Sp. z o.o. Pochodna oksymu 

dihydrokarwonu 70 wykazała się zapachem słodkim, kwiatowo-warzywnym 

przypominającym piwonie. Pochodne oksymu dihydrojasmonu 61, 62 podobnie jak 

wyjściowy związek karbonylowy zachowały jaśminową nutę zapachową z dodatkową nutą 

herbacianą. Eter metylowy 61 przypominał nieco zapach plastiku przechodząc w nuty 

grzybowe natomiast eter etylowy 62 miał dodatkowo nuty wodniste przechodząc w 

kokosowe. Pochodna oksymu aldehydu perylowego 97 miała zapach białych kwiatów o 

nucie aldehydowej. Pochodne oksymu werbenonu 121, 122 i 125 wykazywały się zapachem 

kwiatowo-zielonym.  Wszystkie z tych związków poddałam procedurze patentowej, 

zgłoszenie to zostało wdrożone do przemysłu na podstawie umowy licencyjnej.  
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Załącznik Do Rozprawy Doktorskiej: 
 

SYNTEZA I ANALIZA AKTYWNOŚCI 

PRZECIWDROBNOUSTROJOWEJ LOTNYCH ZWIĄZKÓW 

ORGANICZNYCH 

Alicja Karolina Surowiak 

 

Tab. Z11 Wyniki testów przesiewowych metodą krążkowo-dyfuzyjną dla związków karbonylowych i ich oksymów  

Nazwa  Mikroorganizm Strefa inhibicji [mm] 

α-Amylocynamaldehyd 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 8.00 

S. aureus 10.00 

A. brasiliensis 7.33 

C. albicans 7.00 

Oksym α- 

amylocynamaldehydu 

E. coli 7.00 

E. hirae 12.67 

P.aeruginosa 7.33 

B. cereus 7.00 

S. aureus 8.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 12.67 

m-Aldehyd anyżowy 

E. coli 7.00 

E. hirae 10.00 

P.aeruginosa 7.33 

B. cereus 7.33 

S. aureus 9.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym m-aldehydu 

anyżowego 

E. coli 9.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 43.33 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

o-Aldehyd anyżowy 

 

E. coli 7.33 

E. hirae 9.33 

P.aeruginosa 7.67 

B. cereus 8.33 

S. aureus 10.67 

A. brasiliensis 9.00 

C. albicans 7.00 

Oksym o-aldehydu anyżowego E. coli 10.00 
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 E. hirae 10.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 10.00 

p-Aldehyd anyżowy 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.67 

B. cereus 8.33 

S. aureus 9.00 

A. brasiliensis 9.67 

C. albicans 7.00 

Oksym p-aldehydu anyżowego 

E. coli 9.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 8.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 10.00 

C. albicans 7.00 

β-Cyklocytral 

E. coli 7.00 

E. hirae 12.33 

P.aeruginosa 12.67 

B. cereus 10.00 

S. aureus 9.33 

A. brasiliensis 8.00 

C. albicans 7.00 

Oksym β-cyklocytralu 

E. coli 10.00 

E. hirae 9.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.33 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 9.67 

(+)-Dihydrokarwon 

E. coli 7.00 

E. hirae 9.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.67 

S. aureus 9.33 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym (+)-dihydrokarwonu 

E. coli 8.67 

E. hirae 10.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 9.67 

Dihydrojasmon E. coli 8.00 
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E. hirae 8.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 9.67 

S. aureus 12.67 

A. brasiliensis 9.00 

C. albicans 9.00 

Oksym dihydrojasmonu 

E. coli 9.33 

E. hirae 12.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 21.67 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 10.00 

α-Heksylocynamaldehydu 

E. coli 7.00 

E. hirae 10.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 9.33 

S. aureus 11.67 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym α-

heksylocynamaldehydu 

E. coli 12.33 

E. hirae 14.00 

P.aeruginosa 7.67 

B. cereus 9.33 

S. aureus 10.67 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 14.00 

α -Izometylojononu 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 9.33 

S. aureus 8.33 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym α -izometylojononu 

E. coli 10.00 

E. hirae 14.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 8.67 

S. aureus 8.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 14.67 

cis-Jasmon 

E. coli 8.00 

E. hirae 11.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 9.67 

S. aureus 11.33 

A. brasiliensis 13.00 

C. albicans 9.00 

Oksym cis-jasmonu E. coli 7.67 
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E. hirae 12.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 9.33 

A. brasiliensis 13.00 

C. albicans 12.67 

( ̶ )-Myrtenal 

E. coli 11.00 

E. hirae 11.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 8.33 

S. aureus 8.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 9.33 

Oksym ( ̶ )-myrtenalu 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 10.67 

S. aureus 10.67 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

( ̶ )-Perylaldehyd 

E. coli 7.00 

E. hirae 9.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.33 

S. aureus 19.00 

A. brasiliensis 9.00 

C. albicans 7.00 

Oksym ( ̶ )-perylaldehydu 

E. coli 8.67 

E. hirae 10.33 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 8.33 

C. albicans 10.00 

Piperyton 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.67 

S. aureus 9.67 

A. brasiliensis 10.00 

C. albicans 7.00 

Oksym piperytonu 

E. coli 7.00 

E. hirae 12.67 

P.aeruginosa 7.33 

B. cereus 7.17 

S. aureus 14.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 12.67 

Oksym safranalu E. coli 8.00 
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E. hirae 12.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 8.50 

S. aureus 11.33 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 12.00 

m-Tolualdehyd 

E. coli 7.00 

E. hirae 8.33 

P.aeruginosa 7.33 

B. cereus 9.00 

S. aureus 10.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym m-tolualdehydu 

E. coli 7.00 

E. hirae 8.33 

P.aeruginosa 10.67 

B. cereus 11.17 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 9.67 

C. albicans 8.33 

o-Tolualdehyd 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.67 

P.aeruginosa 8.00 

B. cereus 9.00 

S. aureus 10.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym o-Tolualdehydu 

E. coli 10.67 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 8.33 

B. cereus 22.67 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 9.33 

C. albicans 7.00 

p-Tolualdehyd 

E. coli 10.00 

E. hirae 7.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 8.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

Oksym p-tolualdehydu 

E. coli 7.00 

E. hirae 12.00 

P.aeruginosa 8.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 28.33 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 12.00 

( ̶ )-Werbenon E. coli 7.33 
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E. hirae 9.67 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.67 

S. aureus 9.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 9.00 

Oksym ( ̶ )-werbenonu 

E. coli 7.00 

E. hirae 7.00 

P.aeruginosa 7.00 

B. cereus 7.00 

S. aureus 7.00 

A. brasiliensis 7.00 

C. albicans 7.00 

 

 


