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Kapitel 1

Einleitung: mRNA-Prozessierung

im Spleiflosom

1.1 Prozessierung der pra-mRNA

Die pra-messenger Ribonukleinsduren (pra-mRNS, englisch pre-mRNA) werden
wéhrend und nach der Transkription auf unterschiedliche Weise prozessiert, bevor
ihre Information in der Translation in Proteine umgesetzt wird. Es werden Poly-
Adenosinketten in einer Groflenordnung von fiinfzehn bis zweihundertfiinfzig Nu-
kleotiden an das 3’-Ende der pr&-mRNA gehéngt [2]. Das 5’-Ende der pra-mRNA
wird am Anfang der Transkription durch einen 7-Methylguanosinrest markiert, das
so genannte Capping [3]. Ein weiterer essentieller Vorgang ist das Spleifien der pri-
mRNA, die daraufhin als reife mRNA vorliegt und zur Translation aus dem Zellkern
in das Cytoplasma transportiert werden kann. Beim Spleiflien werden kodierende
RNA-Sequenzen in der pra&-mRNA, die Exons, von nicht kodierenden Sequenzen,
den Introns, getrennt und aneinander gefiigt [4]. Diese Prozessierung kann auf un-

terschiedlichem Wege erfolgen:

von selbstspleiflienden Gruppe-I Introns [5]

von selbstspleiBenden Gruppe-II Introns [6]
- im Spleifiosom in Eukaryonten [7]

- von Proteinen wie die RNase P und ATP-abhéngige Endonukleasen [8]

Selbstspleilende Gruppe-II Introns treten in Prokaryonten auf. Hier werden die Ex-
ons intern ligiert und das Intron entfernt. Gruppe-I selbstspleiende Introns befin-
den sich in ribosomaler RNA (rRNA), Chloroplasten und Mitochondrien. Bei die-

1



ser Gruppe wird fiir das Spleiflen ein externer Kofaktor benétigt. Das Spleiflien im
Spleifiosom findet nur in Eukaryonten statt [9]. Der Mechanismus der Gruppe-II
selbstspleiflenden Introns und des Spleiflosoms sind, so weit bekannt, identisch.

ATP-abhéngige Endonukleasen als Proteine spleiflen die transfer RNA (tRNA)
[10]. Rnase P ist ein Enzym, das aus einer Proteinuntereinheit mit 14 kilo Dalton
(kD) und einer RNA-Einheit mit circa 370 Nukleotiden (125 kD) besteht. Es wurde
lange angenommen, dass die Proteinuntereinheit die enzymatische Aktivitidt bein-
haltet. Es konnte allerdings gezeigt werden, dass auch hier wie im Spleifosom und bei
den Gruppe-I und —II selbstspleiflenden Introns die RNA die eigentliche katalytische
Einheit des Enzyms darstellt [11].

1.2 Das Spleiflosom

In Eukaryonten findet der Spleifivorgang in einer molekularen Maschine statt, dem
SpleiBosom, das aus unterschiedlichen Proteinen und RNAs besteht [12]. Wihrend
des Spleifiens ist das System einer andauernden Reorganisation dieser Bausteine un-
terworfen, so dass der Prozess sehr dynamisch, aber dennoch hierarchisch ablauft.
Folgende uridinreiche small nuclear-RNAs (snRNAs) sind am Spleiflosom beteiligt
9, 13, 14]:

UI-RNA, U2-RNA, U4-RNA, U5-RNA, U6-RNA und die pri-mRNA.

Mehr als dreilig Proteine, die sogenannten Spliceosome A ssociated Proteins (SAPs)
sind am Aufbau des Spleiosoms beteiligt, unter anderem das LSm, Sm, 15.5K, 20K,
60K, 61K und 90K [15-17].

Die Proteine nehmen allerdings nicht direkt an der katalytischen Reaktion teil,
sondern interagieren in den snRNPs (small nuclear Ribonucleic Protein) mit den
snRNAs; so dass diese die richtige konformationelle Anordnung einnehmen kénnen,
um die Reaktion zu vollfithren.

In Abbildung 1.1 ist der voraussichtliche Ablauf der Spleifireaktion durch die
snRNAs im Spleiosom dargestellt. Zunéchst binden Ul- und U2-snRNA an die
pri-mRNA und formen den Komplex A [18]. Anschlieflend tritt der Triplex, be-
stehend aus den snRNAs U4, U5 und U6 dem spleilomalen Zyklus bei [19] und
interagiert ebenfalls mit der pr&-mRNA, wobei die Ul-snRNA verdréngt wird. Nach
weiteren noch nicht bekannten Umlagerungsprozessen verlisst die U4-snRNA wieder
den spleifomalen Komplex, so dass die snRNAs U2, U5 und U6 mit der pra-mRNA

im aktivierten Komplex, auch Komplex B* genannt, vorliegen [20]. In der nun fol-
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genden Spleifireaktion nimmt die U6-snRNA den Platz der Ul-snRNA ein [21]. Nach
der Vereinigung der beiden Exons und der Abtrennung des Introns, welches in Form
eines Lariats vorliegt, dissoziiert der Komplex C in die einzelnen snRNAs und die
prozessierte mRNA [13].

pra-mRNA
leU——A—aGT ]

Q Intron
/\ ‘ U1 ;71

Komplex E

f ™\ P e
q U2 - - ;
Noa? ,

. Komplex A
(U7
C ¥ 2i—

a uslug -

[U4/U6.U5] tri-snRNP
- post-spleiBRomaler
Komplex

Komplex C
Komplex B

aktiviertes SpleiRosom (Komplex B*)

Abbildung 1.1: Am Aufbau des SpleiBosoms sind mehrere snRNAs und Proteine beteiligt,
die sehr dynamisch, aber hierarchisch miteinander interagieren. In dieser Abbildung sind die
Wechselwirkungen der snRNAs dargestellt. Am aktivierten Komplex B*, in dem das SpleiBen
stattfindet, sind die U2-, U5-, U6- und pri-mRNAs beteiligt (Abbildung von Dr. Berthold
Kastner).

1.2.1 Die Spleifireaktion

Der Spleifivorgang im Spleifosom findet, wie in Abbildung 1.2 dargestellt, in zwei
Schritten statt. Bei beiden Reaktionen handelt es sich um Umesterungen in Form
von nukleophilen Substitutionsreaktionen (Sy). Im ersten Schritt attackiert die 2’-
Hydroxylgruppe des branchpoint Adenosins des Introns das Phosphatriickgrat eines
Guanosins am 3’-Exon [22]. Dabei bildet sich ein Lariat und das 5-Exon mit ei-

ner freien 3’-Hydroxylgruppe. Diese freie 3’-Hydroxylgruppe attackiert im zweiten



Schritt der Reaktion das Phosphatriickgrat des Guanosins am 3’-Exon, wodurch die
beiden Exons miteinander verbunden werden und das Intron als Lariat zuriickbleibt
[23-26]. Die Exons und Introns stammen bei diesem Vorgang, dem so genannten
cis-Spleiflen, aus einer pra-mRNA. Die mRNA liegt nun in ihrer reifen Form vor und
wird nach dem Transport aus dem Zellkern in das Cytoplasma in der Translation

verwendet.

Intron
,«% 8
5-exon AG-XpGU ACAGp — 3-exon
1
+ 1. Reaktionsschritt

Intron
C> A
ACAGp — 3-exon
1
* Gp-20
5-exon A G- X-3'O(H)

+ 2. Reaktionsschritt

5-exon AG-X- 3-exon

+ Intron C)
K A
1

G-20H

Abbildung 1.2: Die SpleiBreaktion lauft in zwei Schritten ab. Im ersten Schritt attackiert
die 2'-Hydroxylgruppe eines Adenosins das Phosphatriickgrat eines Guanosins am 5'-Exon und
bildet in dieser Umesterung ein Lariat. Das 5'-Exon liegt nun mit einer freien 3'-Hydroxylgruppe
vor. Im zweiten Schritt attackiert die 3'-Hydroxylgruppe des 5'-Exons das Phosphatriickgrat
des 3'-Exons. In dieser Umesterungsreaktion ligieren nun die beiden Exons. Das Intron wird in

Form eines Lariats abgespalten.

Die Reaktion findet in derselben Form auch in Gruppe-II selbstspleilenden In-
trons statt, wihrend bei Gruppe-I selbstspleilenden Introns in Chloroplasten, Mit-

ochondrien und rRNA ein externer Kofaktor die Umesterung einleitet [27-29].
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1.2.2 Der aktivierte Komplex B* des Spleifiosoms

Am aktivierten Komplex des Spleiosoms sind vier snRNAs beteiligt, U2, U5 und
U6 sowie die zu spleiflende pra-mRNA [30, 31]. Die U5-snRNA ist essentiell fiir die
Stabilisierung des Spleiffosoms, in dem sie mit den beiden Exons der pra-mRNA
interagiert. Eine konservierte GCCUUUUAC-Schleife der U5-RNA geht dabei so-
wohl Basenpaarungen mit dem 3’-Exon als auch mit dem 5’-Exon ein. Die Basen c¢3
und u4 der U5-snRNA interagieren mit dem 3’-Exon und die Basen u4, u5 und u6
der Schleife mit dem 5’-Exon, wie in Abbildung 1.3 dargestellt. Dies wurde durch
Basenaustausch-Experimente und UV-Crosslinking-Studien gezeigt [32-36].

U e

u.v U;
u® ¢~

A c

Cy G,

Abbildung 1.3: Darstellung der Basenpaarungen der GCCUUUUAC-Schleife der U5-snRNA
mit den beiden Exons der pra-mRNA.

Durch die Interaktion der Ub-Schleife mit den beiden Exons bleiben diese wéahrend
der Spleifireaktion in rdumlicher Ndhe und die 3’-Hydroxylgruppe des 5’-Fxons wird
in die Lage versetzt, im zweiten Schritt der Spleifireaktion das Phosphatriickgrat ei-
nes Guanosins des 3’-Exons zu attackieren [36]. Die Wechselwirkungen zwischen den
beiden Exons und der U5-Schleife basieren wahrscheinlich nicht ausschliefilich auf
Watson-Crick-Basenpaaren [37], da die U5-Schleife stark konserviert ist, wahrend
die damit interagierenden Basen der Exons relativ variabel sind [34, 36]. Dies wiirde
auch die Haufigkeit von Uridinen in der Schleife der U5-snRNA erklédren, sind diese
Basen doch in der Lage, sehr vielseitig mit anderen RNA-Basen iiber Wasserstoft-
briicken zu interagieren. Allerdings hétte dies zur Folge, dass die anderen snRNAs

im Spleiflosom dafiir Sorge tragen miissten, dass die U5-Schleife mit den Exons inter-



agiert, indem sie spezifische Wechselwirkungen zum Intron der pra-mRNA eingehen
[33].

Wahrend, wie in Abbildung 1.3 dargelegt, die U5-snRNA fiir die Stabilisierung
der Exons wichtig ist, interagieren die U2- und U6-snRNAs mit dem Intron der
pra-mRNA im aktivierten Komplex. In Abbildung 1.4 ist ein Modell des aktivier-
ten Komplexes, das aus der pra-mRNA, der U2- und U6-snRNA das katalytische
Zentrum bildet, dargestellt. Es existieren Basenpaare zwischen der U2- und der
U6-snRNA sowie zwischen dem Intron der pra-mRNA und der U2- als auch der
U6-snRNA.

[a}]
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Abbildung 1.4: Modell des aktiven Zentrums des SpleiBosoms im Komplex B* bestehend aus
der U2-, U6-snRNA und der pra-mRNA [1]. Die Sequenz der U2- und U6-snRNA entspricht den
snRNAs aus der Hefe Saccharomyces cerevisae. Phylogenetisch konservierte Nukleotide sind in
groBen Buchstaben dargestellt, Mutationen an rot dargestellten Nukleotiden beeintrachtigen
das SpleiBen oder das Wachstum der Zellen, wobei die Nukleotide in einem Quadrat nur den
zweiten Schritt der SpleiBreaktion verhindern. Die gelben Pfeile weisen auf die raumliche Nahe
von Nukleotide, gezeigt durch UV-Crosslinking-Studien, hin. Die violetten beziehungsweise
schwarzen Kreise zeigen Stellen, an denen der Austausch des Phosphodiesterriickgrates durch

Phosphorthioate den ersten beziehungsweise zweiten Schritt der SpleiBreaktion verhindern.

Die U2- und die U6-snRNA sind {iber Basenpaarungen in Helix-1 und Helix-
2 miteinander verbunden. Die U2-snRNA bildet noch eine interne Helix, die U2
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Helix-1. Die U6-snRNA besitzt ebenfalls einen internen Intramolecular Stem-Loop,
den U6-ISL. Die U2-snRNA geht mit der pra-mRNA Wechselwirkungen im Bereich
des attackierenden branchpoint Adenosins ein [38]. Wie in UV-Crosslinking-Studien
gezeigt, interagiert der konservierte Bereich der U6-snRNA, die ACAGAGA-Box,
mit dem 5’-Ende des Introns der pra-mRNA [39-41]. Durch die Basenpaarungen der
ACAGAGA-Box wird das attackierte Phosphatriickgrat des Guanidins in raumliche
Néhe zur 2’-Hydroxylgruppe des branchpoint Adenosins gebracht. Die angreifende
2’-Hydroxylgruppe gehort zu einem Adenosin, das ausgewolbt in der Helix zwischen
U2-snRNA und pra-mRNA vorliegt.

Mutationsstudien haben die Basenpaarungen zwischen der U6-snRNA und dem
5-Ende des Introns bestétigt. Wird das c48 der ACAGAGA-BOX der U6-snRNA
gegen ein Adenosin oder Uracil ausgetauscht, so wird das Intron an einer anderen
Stelle prozessiert. Wird nun das gh des Introns gegen ein Uracil oder Adenosin aus-
getauscht, findet das Spleiflen wieder an der bekannten Spleifistelle statt [42, 43].
Die Interaktionen zwischen der ACAGAGA-Box und dem 5’-Ende des Introns sind
also essentiell fiir die Spleifireaktion. Weiterhin ist bekannt, dass die ACAGAGA-
Box eine Bindungsstelle fiir Magnesiumionen besitzt, welche fiir die Spleifireaktion
benotigt wird. Wird am Phosphatriickgrat des a49 der Diester durch einen Thioes-
ter ersetzt und somit durch das Sdure-Base-Konzept nach Pearson die Bindung von
,harten“ Ionen wie Magnesium beeintréichtigt [44], tritt der erste Schritt der Spleif3-
reaktion nicht mehr auf [45]. Dies gilt unter anderem auch fiir das Phosphatriickgrat

des attackierten Guanosins des Introns.

Neben der ACAGAGA-Box der U6-snRNA ist ein weiterer konservierter Be-
reich essentiell, die AGC-Triade in der verlingerten Helix-1b zwischen U2- und U6-
snRNA. Die AGC-Triade spielt vor allem fiir den zweiten Teil der Spleifireaktion

eine wichtige Rolle. Gruppe-II selbstspleilende Introns weisen nur die AGC-Triade
auf, aber keine ACAGAGA-Box.

Die U2-RNA geht in der Nidhe des attackierenden Adenosins Wechselwirkungen
mit dem Intron der pra-mRNA ein. Sie bildet hier eine kurze Helix, aus der das bei
der Spleifireaktion attackierende Adenosin herausragt. Query et al. haben 1994 in
Experimenten mit chemisch modifizierten Ribosen gezeigt, dass das Herausragen des
branchpoint Adenosins fiir den ersten Schritt der Spleifireaktion essentiell ist [46].
Der Komplex zwischen der U2-snRNA und der pra-mRNA wird durch Interaktionen
der U2-snRNA mit Proteinen stabilisiert. Studien in Hefezellen zeigten, dass die

Wechselwirkungen mit den Proteinen Prpb, Prp9, Prpll und Prp21 die Struktur



der U2-snRNA in Hefezellen beeinflussen [47]. Diese Proteine binden vor allem an

die Helix-1 der U2-snRNA [16, 48].

Um das katalytische Zentrum des Spleilosoms zu definieren, sind einige Inter-
aktionen zwischen der U2- und U6-snRNA notig. Bei der Formation des aktivierten
Komplexes iibernimmt die U2-snRNA U6-snRNA Bindungsstellen, an die zuvor die
U4-snRNA gebunden war. Die U4-snRNA verlédsst den Komplex. Die dabei gebil-
dete Helix-1a besitzt d&hnliche Basenpaarungen zwischen der U2- und U6-snRNA,
wie zuvor die U4- mit der U6-snRNA [49]. Die Sequenzen der beiden RNAs in der
Helix-1a sind deshalb auch phylogenetisch konserviert [50]. Die U2- und U6-snRNA
gehen auch in einem weiteren Bereich, der als Helix-1b bezeichnet wird, Basenpaa-
rungen ein. In dieser Helix findet sich in der U6-snRNA die AGC-Triade, eine konser-
vierte Region, die fiir den zweiten Schritt der Spleifireaktion wichtig ist. Die Basen-
paarung des Adenosins ah9 der AGC-Triade mit dem Uracil u23 des UCG-Abschnitts
der U2-snRNA wurde durch Basenaustausch-Experimente bestétigt [49, 50]. Sashital
et al. haben 2004 allerdings einen anderen strukturellen Vorschlag publiziert, in dem
die Helix-1b erst nach dem ersten Schritt der Spleifireaktion geformt wird und zuvor

in einer anderen Konformation vorliegt [51]. Dies ist in Abbildung 1.5 dargestellt.

Mit Hilfe der NMR-Spektroskopie wurden RNA-Konstrukte mit einer Lénge
von 73 bis 110 Nukleotiden untersucht [51], die aus Teilen des aktiven Zentrums
der U2- und U6-snRNA bestanden. Die untersuchten RNAs beinhalten damit so-
wohl die ACAGAGA-Box als auch die AGC-Triade. Die NMR-spektroskopischen
Untersuchungen basierten dabei vor allem auf 2D-NOESY (Nuclear Overhauser
Enhancement and Exchange Spectroscopy) und HNN-COSY (Correlation
Spectroscopy) Spektren, um eine Vorstellung iiber die Basenpaarungen und die Se-
kundérstruktur zu erhalten [52, 53].

In dieser proteinfreien Umgebung bilden die unterschiedlichen U2- und U6-snRNAs
aus Hefezellen eine four-way helical junction. Zunéchst liegt eine verlangerte Helix
U6-ISL vor, die die Ausbildung der Helix-1b zwischen U2- und U6-RNA verhindert.
Die AGC-Triade ist nun Teil der Helix U6-ISL und geht dabei mit dem g60 eine GU-
Basenpaarung ein. Die sonst an der Helix-1b beteiligte Sequenz der U2-snRNA geht
Basenpaarungen in der verldngerten Helix-1 der U2-snRNA ein. Die beiden dabei
auftretenden UU-Basenpaarungen sind iiber ihre Kreuzsignale im 2D NOESY sicht-
bar. Ohne Proteine liegt der Komplex demnach aus der U2- und U6-snRNA mit einer
verlangerten Helix U6-ISL und Helix-1 der U2-snRNA vor. Die Helix-1b zwischen
der U2- und U6-snRNA, die wichtig fiir den zweiten Schritt der Spleifireaktion ist,
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Abbildung 1.5: Aufgrund von NMR-spektroskopischen Untersuchungen an einem Komplex
von U2- und U6-snRNA aus Hefezellen schlagen Sashital et al. 2004 ein Modell des aktiven
Komplexes des SpleiBosoms vor, in dem es nach der ersten Umesterung zu einer konformationel-
len Anderung kommt. Dabei wird die Helix-1b gebildet, die fiir die zweite Umesterungsreaktion

essentiell ist [51].

ist nicht sichtbar. Gruppe-II selbstspleifiende Introns besitzen in der Doméne 5 eine
Helix, die eine sehr dhnliche Lange zur U6-ISL-Helix nach Sashital et al. hat [51].
Beide Helices weisen eine Auswolbung auf, die in beiden Konstrukten als Magnesi-
umbindungsstelle fungiert und den ersten Schritt der Spleifireaktion unterstiitzt. In

den selbstspleilenden Introns ist diese Helix essentiell fiir den Spleiivorgang.

Wird die four-way helical junction der U2- und U6-snRNA mit der four-way
helical junction des Hairpin (HH)-Ribozyms iiberlagert [54], fallt auf, dass sich
die Auswolbung des u80, die Magnesiumbindungsstelle, in rdumlicher Ndhe zur
ACAGAGA-Box der U6-snRNA und damit dem 3’-Ende des Introns der pra-mRNA
befindet. Somit kann die Auswolbung des U6-ISL den ersten Schritt der Spleifireak-
tion im Spleiflosom beeinflussen. Sashital et al. schlagen deshalb einen Mechanismus
vor, nach dem im ersten Schritt der Spleifireaktion die AGC-Triade Teil der U6-
ISL Helix ist, diese verlangert und mit ihrer Magnesiumbindungsstelle den ersten
Schritt der Reaktion unterstiitzt. AnschlieBend kommt es zu einer konformationel-
len Anderung im aktivierten Komplex und zwischen der U2- und U6-snRNA bildet
sich die Helix-1b mit der AGC-Triade. Darauthin kann der zweite Teil der Spleifi-
reaktion stattfinden. Dieses Modell wird auch durch Mutationsstudien unterstiitzt
[55-57].
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1.2.3 Die Tertiirstruktur des aktivierten Komplex B*
und Komplex C

Wahrend iiber Mutations- und UV-Crosslinking-Studien Sekundérstrukturen unter-
sucht werden konnen, werden fiir Untersuchungen der Tertidrstruktur andere Metho-
den benoétigt. Neben der Strukturaufkldrung durch nuklearmagnetische Resonanz-
spektroskopie (NMR) und Rontgenkristallographie konnen auch Fluoreszenzmetho-

den und ortsspezifische Hydroxylradikaluntersuchungen verwendet werden.
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Abbildung 1.6: Im aktivierten Komplex B* des SpleiBosom ist das ul0 der pra--mRNA (rot)
den Nukleotiden c62, c63 und u74 bis c77 des U6-ISL (griin) und den Nukleotiden ¥34, a35 und
W37 (griin) der U2-snRNA zugewandt, wie anhand von Hydroxylradikalstudien mit Fe-BABE
gezeigt werden konnte [58]. In den grau hinterlegten Bereichen der snRNAs beziehungsweise
pra-mRNA befinden sich Magnesiumbindungsstellen, wie mit Hilfe von FRET-Analysen gezeigt
werden konnte [63].

Mit Hilfe des site-directed hydrozyl-radical probing untersuchten Rhode et al.
2006 einen isolierten Komplex B* und Komplex C des menschlichen Spleiflosoms,
das aus den U2-, U5-, U6-snRNAs und pra-mRNA sowie den snRNPs besteht. Dabei
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konnte die Interaktion zwischen der U6- und der pra-mRNA, sowie der U2- und der
U6-snRNA nachgewiesen werden [58].

Das Uracil ul0 der pra&-mRNA in Abbildung 1.6 wurde durch ein Fe-BABE (Ei-
sen(IIT)-Bromoacetamidobenzyl-EDTA) modifiziert [59]. Die Position in der pré-
mRNA bietet sich an, da sie in der Ndhe der Nukleotide 4-6 der pra-mRNA liegt,
die Basenpaarungen mit der ACAGAGA-Box der U6-RNA eingehen [42]. Weiter-
hin zeigten UV-Crosslinking-Studien, dass auch die benachbarten Nukleotide 7-9 der
pra-mRNA an Basenpaarungen mit der U6-snRNA beteiligt sein kénnten [41, 42, 60].
Wie in Abbildung 1.6 gezeigt, sind die entstehenden Radikale des Fe-BABE in der
Lage, vor dem ersten Schritt der Spleifireaktion die Nukleotide c¢62, ¢c63 und u74
bis ¢77 des U6-ISL anzugreifen und die RNA hier zu spalten. Dies bedeutet, dass
diese Nukleotide des U6-ISL in rdumlicher Nédhe in Richtung des ul0 der pr&-mRNA
zeigen und nicht durch Proteine geschiitzt sind. Dieses Ergebnis ist deshalb inter-
essant, weil u74 beim menschlichen Spleiffosom dem u80 des U6-ISL im Hefespleifio-
som entspricht, dessen Magnesiumbindungstelle essentiell fiir den ersten Schritt der
Spleifireaktion ist [45]. Jedoch ist bisher nicht bekannt, ob das Magnesium, das u80
bindet, eine strukturelle oder katalytische Funktion besitzt. Es ist fragwiirdig, ob
das u74 des U6-ISL, das nahe dem ul0 der pra-mRNA liegt, auch gleichzeitig in
katalytischer Reichweite der ersten Spleifistelle, dem gl der pra-mRNA, liegen kann
(61, 62].

Die Radikale greifen neben Stellen in der U6-ISL auch die Nukleotide W34, a35
und W37 der U2-snRNA an. Auch sie zeigen demnach in die Richtung des ul0 der
pra-mRNA. Das Fe-BABFE des ul0 der pra&-mRNA kann nur gleichzeitig mit den
Nukleotiden ¢62, ¢63 und u74 bis ¢77 des U6-ISL und ¥34, a35 und W37 der U2-
snRNA interagieren, wenn das branchpoint Adenosin zwischen ihnen liegt. Damit
muss das branchpoint Adenosin auf der entgegengesetzten Seite liegen. Dies schlief3t
auch aus, dass das von u74 gebundene Magnesium katalytisch aktiv ist, weil es nicht
gleichzeitig nahe dem gl und dem branchpoint Adenosin der pra-mRNA liegen kann
[58].

Yuan et al. haben 2007 in einem spleilomalen Modellsystem der Hefe mit FRET
(Forster Resonance Energy Transfer) gezeigt, dass neben dem u74 (u80 im menschli-
chen Spleilosom) eine weitere Magnesiumbindungsstelle im Bereich der
ACAGAGA-Box, dem UG-Basenpaar in der Helix-1a und in der Helix-2 des Komplex
B* existiert. Dies ist ebenfalls in Abbildung 1.6 wiedergegeben. Diese Magnesiumio-

nen konnten fiir die Spleifireaktion katalytisch wichtig sein [63].
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Abbildung 1.7: Modell des spleiBomalen Komplex C bestehend aus U2-, U6-snRNA und
pra-mRNA. Das Fe-BABE modifizierte ul0 der pra-mRNA ist mit einem roten Stern markiert.
Innerhalb des U6-ISL kommt es bei den Nukleotiden c61, c62 und c77 durch die Radikale
des Fe-BABE zur Spaltung der RNA, was auf die rdumliche Nihe zu dem ul0 der pri-mRNA
hinweist [58].

Weiterhin konnte mit dem Fe-BABFE am ul0 der pr&-mRNA gezeigt werden,
dass nach dem ersten Schritt der Spleifireaktion im Komplex C die Nukleotide c62,
c63 und c77 des U6-ISL immer noch fiir die Hydroxylierung zugénglich sind, wie
in Abbildung 1.7 dargestellt. Dies trifft fiir die Nukleotide u74 bis a76 des U6-ISL
allerdings nicht zu. Demnach hat eine konformationelle Anderung nach der ersten
Umesterungsreaktion stattgefunden [64] oder die Nukleotide u74 bis a76 sind nun
durch snRNPs abgeschirmt, die mit dem U6-ISL interagieren [65, 66].

Die U2-RNA wird nach dem ersten Schritt der Spleifireaktion, wie in Abbildung
1.7 ersichtlich, nicht mehr durch das Fe-BABE des ul0 der pra-mRNA beeinflusst
[58].
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1.3 Ein lariatbildendes Ribozym

Tuschl et al. haben 2001 ein Ribozym mit Hilfe der in vitro Selektion aus 2 x 10
Sequenzen gefunden [1, 67|, dessen Muttersequenz auf den Nukleotiden 30-47 der
U6-RNA beim Menschen basiert und damit auch die konservierte ACAGAGA-Box
beinhaltet. Die Ribozyme hatten zunéchst eine Lénge von ca. 120 Nukleotiden. Es
konnten dabei zwei Klassen von lariatbildenden Ribozymen gefunden werden. Die
eine Klasse beinhaltete die fiir das Spleiflen wichtige ACAGAGA-Box und wurde
genauer untersucht. Dabei konnte ein aus 58 Nukleotiden bestehendes Ribozym se-
lektiert werden, welches analog zum ersten Schritt der Spleifireaktion ein Lariat
bildet. Damit ist es wesentlich kleiner als alle selbstspleilenden Introns der Gruppe-
IT mit ca. 500 Nukleotiden [68]. Das Ribozym wandelt sich mit einer Reaktionsrate
von 0,12 min~! in das Lariat um und ist in Abbildung 1.8 dargestellt.

Es beinhaltet die bereits erwdhnte ACAGAGA-Box. Mutationen in der
ACAGAGA-Box fiihren zu einer geringeren Reaktionsrate. Besonders Mutationen
an den Positionen a29, g32 und a33 verringern die Reaktion um das 400-fache. Im
Spleilosom geht der ACA-Bereich dieser Sequenz Basenpaarungen mit den Nukleoti-
den 4, 5 und 6 des Introns ein und bringt damit das 5’-Phosphat des g1 in rdumliche
Nahe zur attackierenden 2’-Hydroxylgruppe des branchpoint Adenosins [42, 43]. Das
hier untersuchte Ribozym scheint keine kanonischen Basenpaarungen mit den Nu-
kleotiden in der Néhe des gl einzugehen. Nicht kanonische Basenpaarungen kénnen
allerdings nicht ausgeschlossen werden. Der AGAGA-Bereich der ACAGAGA-Box
geht im Spleiosom keine Basenpaarungen mit dem Intron der pra-mRNA ein. Inwie-
fern in diesem Bereich des lariatformenden Ribozyms Basenpaarungen vorliegen, ist
unbekannt. Daher ist es fiir diesen Bereich nicht moglich, Sekundarstrukturelemente
vorauszusagen.

Mutationen in anderen Bereichen des Ribozyms fithren laut Tuschl und Mitar-
beitern nur bei dem Austausch der Nukleotide g34 und a35 zu Cytosinen zu einer
vergleichbar verringerten Aktivitéat. Die attackierende 2’-Hydroxylgruppe gehort wie
in der prai-mRNA zu einem Adenosin und attackiert auch in einer Umesterungsre-
aktion das 5’-Phosphat eines Guanosins. Mutationen am branchpoint Adenosin a48
sowie am angreifenden gl verhindern die Lariatbildung. Dies zeigt, dass das Ribozym
spezifisch fiir das Adenosin am branchpoint sowie fiir ein Guanosin am 5-Terminus
ist. In Introns von pré-mRNAs werden hingegen Mutationen des attackierten Gua-
nosins durch Adenosin toleriert [69]. Die Abgangsgruppe bei der Lariatbildung ist

bei diesem Ribozym kein 5-Exon mit einer freien 3’-Hydroxylgruppe, sondern ein



14

30
Pl U AAACUACAGAGA-—\C

N\
G GCCACZ;O 2-HOAC uc AC G

¥ \
U l U 4o
U CG%GAAA AAGGSP{G GACC

AUAUCCUGG:=
50 P2

Abbildung 1.8: Darstellung des lariatbildenden Ribozyms. Es besteht aus 58 Nukleotiden
und besitzt wie die U6-snRNA ebenfalls die ACAGAGA-Box, dargestellt in rot. Die beiden in
griin abgebildeten Nukleotide g5 und ¢23 sind kovariant [1].

Diphosphat. Auch Gruppe-II Introns kénnen eine Umesterungsreaktion mit einem
Diphosphat als Abgangsgruppe katalysieren [70].

Austauschexperimente von Diestern gegen Thioester haben beim Spleiflosom ge-
zeigt, dass sich in der ACAGAGA-Box Magnesiumbindungsstellen befinden, die fiir
den ersten Schritt der Spleifireaktion wichtig sind [63]. Die ACAGAGA-Box bei
dem hier untersuchten Ribozym weist keine wichtigen Bindungsstellen fiir Magnesi-
umionen im Bereich dieser konservierten Sequenz auf. Der Austausch von Sauerstoff
gegen Schwefel fiithrt zu keiner Beeintréachtigung der Lariatbildung. Allerdings gibt
es auBerhalb dieser Sequenz einige Positionen, in denen Thioester die Lariatbildung
beeintrachtigen, unter anderem bei gl bis a3, a7 bis g9, ¢21, u22, a24, a25 und c47
bis g49. Wird das terminale Triphosphat gegen ein Thiotriphosphat ausgetauscht,
reduziert dies die Lariatbildung um das 600-fache. Der Austausch der Sauerstoffa-
tome gegen Schwefel sollte nach dem Séure-Base-Konzept nach Pearson nur eine
60-fach niedrigere Aktivitéat bewirken [71, 72]. Die Helix-1 des Ribozyms wird durch
einen UUCG-Tetraloop geschlossen [73, 74].

In Abbildung 1.9 sind die strukturellen Analogien und Unterschiede zwischen
dem lariatbildenden Ribozym und dem spleilomalen Komplex B* noch einmal wie-
dergegeben. Sowohl im Ribozym als auch im Komplex B* wird die Umesterungsreak-
tion durch eine 2’-Hydroxylgruppe eines Adenosins eingeleitet und in beiden Fiéllen
liegt dieses Adenosin in direkter Nachbarschaft eines Cytosins. Auch das attackierte
Phosphatriickgrat gehort in beiden Féllen zu einem Guanosin, das in Richtung des

5-Endes in Position i4+2 vom attackierten Guanosin ein Adenosin und in Position
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Abbildung 1.9: Das lariatbildende Ribozym (B) weist einige Gemeinsamkeiten mit dem
aktivierten Komplex B* (A) des SpleiBosoms auf. In beiden katalytischen Systemen wird die
Umesterungsreaktion durch eine 2'-Hydroxylgruppe eines Adenosins eingeleitet, die das Phos-
phatriickgrat eines Guanosins attackiert. Sowohl das Ribozym als auch die U6-snRNA des
Komplexes B* besitzen eine Sequenz, die ACAGAGA-Box, die im Komplex B* mit Teilen des

Introns interagiert und rdumlich dazu auch im Ribozym in der Lage wére [1].

i+4 ein Guanosin aufweist. Das Ribozym besitzt ebenfalls wie die U6-snRNA des
aktivierten Komplexes B* die ACAGAGA-Box und wird im Bereich der Helix P2
von kanonischen Basenpaarungen, dhnlich den Interaktionen zwischen der U2- und
U6-snRNA geschlossen. Im Anschluss an diese Basenpaare besitzt die U2-snRNA

eine ACU-Sequenz, die auch im Ribozym wieder zu finden ist.

Auf Grund dieser strukturellen Analogien ist es moglich, dass ein strukturelles
Versténdnis des Ribozyms vor und nach der Lariatbildung den Spleifiprozess im
Komplex B* des Spleifiosoms besser verstehen ldsst. Erstmals kann mit dem Ribozym
die strukturelle Bedeutung der ACAGAGA-Box fiir die Spleifireaktion untersucht
werden. Fiir strukturelle Untersuchungen ist das lariatformende Ribozym in seinen
zwei vorliegenden Formen deswegen wegweisend:

1) in seiner linearen Form vor dem Angriff der 2’-Hydroxylgruppe des a48,

2) in der Lariatform nach dem Angriff der 2’-Hydroxylgruppe des a48.
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Das lariatbildende Ribozym kann strukturell mit Hilfe der NMR-Spektroskopie oder

Rontgenkristallographie charakterisiert werden.



Kapitel 2
Zielsetzung

Das lariatbildende Ribozym, das 2001 von Tuschl entwickelt wurde [1], kann durch
seine strukturellen Gemeinsamkeiten zum Spleiflosom in Eukaryoten als ein Modell-
system dienen, um den Komplex B* und Komplex C dieser molekularen Maschine
besser zu verstehen. Genau wie die pr&-mRNA im Spleilosom geht es eine Reaktion
in Form einer Umesterung ein und liegt dann als Lariat vor. Die lineare Form des
Ribozyms kann mit dem Komplex B* verglichen werden, wihrend das Lariat analog
dem Komplex C des Spleiflosoms verstanden werden kann. In dieser Arbeit sollen

die folgenden Schritte zur Untersuchung des Ribozyms vorgenommen werden.

1) Die Sekundérstruktur des Ribozmys ist bislang unbekannt. Uber Mutations-
experimente am linearen Riboyzm und NMR-spektroskopische Untersuchungen soll

diese zunachst ermittelt werden.

2) In der NMR-Spektroskopie miissen zur Strukturaufklirung zunéichst die ein-
zelnen Resonanzen der Atomkerne zugeordnet werden. Zu diesem Zweck ist es notig,
unterschiedliche NMR-Experimente auszuwerten, iiber die die Zuordnung der linea-
ren Form des lariatbildenden Ribozyms erfolgen kann. Dies stellt fiir diese RNA mit
59 Nukleotiden (20 kD) und unbekannten Strukturmotiven eine Herausforderung

dar.

3) Mit Hilfe von strukturellen Parametern, die in NMR-Experimenten ermit-
telt werden sollen, wie Atomabstdnden aus NOEs, Winkelinformationen aus .J-
Kopplungen, Wasserstoftbriickenbindungen und globulédre Informationen aus RDCs

(Residual Dipolar Couplings) kann die Struktur des linearen Ribozyms ermittelt

17
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werden.

4) Neben der NMR-Spektroskopie spielt die Rontgenkristallographie eine wichti-
ge Rolle in der Strukturaufkldrung. Da die Kombination dieser Methoden bereits fiir
viele Strukturen erfolgreich war und aufgrund der unbekannten Strukturmotive des
Ribozyms jede Strukturinformation von Bedeutung ist, werden Kristallisationsver-
suche unternommen, um die Struktur der linearen Form iiber die Rontgenbeugung

zu losen.

5) Um die strukturellen Unterschiede zwischen der linearen Form und dem Lariat
des Ribozyms zu erhellen, soll ebenfalls das Lariat mit Hilfe der NMR~Spektroskopie

betrachtet werden.



Kapitel 3

Ergebnisse: Das lariatbildende
Ribozym

3.1 Mutationsstudien: Die lineare Form des

lariatbildenden Ribozyms

Die Sekundérstrukturen von RNAs werden mafigeblich durch Basenpaarungen be-
einflusst, die zur Ausbildung von Helices oder aber zu Einzelstrangbereichen, Aus-
wolbungen, Schleifen und Haarnadelschlaufen fithren [75]. Die Basenpaarung kann
mit Hilfe NMR-spektroskopischer Untersuchungen wie HNN-COSY (Correlation
Spectroscopy) [53] oder Imino- und Amino-NOESY Experimenten [76, 77] verifiziert
werden. Auch Basenaustauschexperimente konnen die Basenpaarung bestétigen. Ei-
ne Kovarianz von mehreren Nukleotiden, die voneinander entfernt in der Primér-
struktur der RNA liegen, impliziert schliefllich eine Wechselwirkung dieser Nukleo-
tide iiber eine Basenpaarung. Um die Basenpaarungen der einzelnen Nukleotide in
der linearen Form des lariatbildenden Ribozyms, dargestellt in Abbildung 3.1, zu
untersuchen, wurden deshalb eine Reihe von Mutationsstudien vorgenommen. Diese
basieren auf Ergebnissen der NMR-Spektren, die in Kapitel 3.2 préasentiert sind. Die
Mutationsexperimente wurden von Claudia Schwiegk durchgefiihrt.

Wird die Lariatbildung des Ribozyms durch einen Basenaustausch verhindert,
kann davon ausgegangen werden, dass der Austausch eine wichtige Basenpaarung
zerstort oder aber zu neuen Basenpaarungen fiihrt, die die Lariatbildung erschweren.
Dafiir wird, wie in Kapitel 9 eingehender besprochen wird, die RNA durch in vitro
Transkription hergestellt und dann auf einem 15% SDS-PAGE-Gel gereinigt. Nach
der Elution der RNA aus dem Gel wird die lineare Form des Ribozyms mit 30 mM
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Abbildung 3.1: Darstellung der linearen Form des lariatbildenden Ribozyms bestehend aus
59 Nukleotiden. Die eingezeichneten Basenpaarungen wurden von Thomas Tuschl et al. 2001

vorgeschlagen [1].

Tris (pH=7,6), 100 mM Kaliumchlorid und 25 mM Magnesiumchlorid in das Lariat
iiberfiihrt. Die Lariatbildung wird dabei durch das Magnesiumchlorid eingeleitet. Mit
dem Wildtyp des Ribozyms als Positivkontrolle und den jeweiligen linearen Edukten
wird die Lariatbildung mit der Gelelektrophorese, wie in Abbildung 3.2 dargestellt,
iiberpriift. Es ist ersichtlich, dass der Austausch des Cytosins ¢23 gegen Guanosin
g23, des Adenosins a26 gegen Cytosin ¢26, des Cytosins ¢27 gegen Guanosin g27
sowie des Uracils u28 gegen Cytosin ¢28 die Lariatbildung verhindert. Daraus folgt,
dass diese drei Nukleotide wichtige strukturelle Interaktionen eingehen, die durch
den Basenaustausch beeinflusst werden und damit die Umesterungsreaktion zum

Lariat beeintrédchtigen.

Gelbelegung: i
a) lineare Form des Ribozyms
b) Lariat des Ribozyms

1) Wildtyp

2)c23 zu g23
3) a24 zu c24
4) a25 zu c25
5) a26 zu c26
6) c27 zu g27
7) u28 zu c28

Abbildung 3.2: Die Nukleotide c23 bis u28 wurden jeweils gegen ein anderes Nukleotid
ausgetauscht und die Lariatbildung tiberpriift. In a) ist jeweils die lineare Form und in b) das
Lariat des Ribozyms aus a) dargestellt. Der Basenaustausch des c23 (2), a26 (5), c27 (6)
und u28 (7) verhindert, wie im Gel ersichtlich, die Lariatbildung. Diese Nukleotide gehen also

Interaktionen mit anderen Basen ein, die strukturell fiir die Umesterung essentiell sind.
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Um zu iiberpriifen, mit welchen Nukleotiden diese Wechselwirkungen stattfin-
den, wurden im nachfolgenden Experiment die Nukleotide im Bereich von gl bis
g10 so ausgetauscht, dass eine Basenpaarung wieder ermdoglicht wird. Existiert ei-
ne Watson-Crick-Basenpaarung zwischen g9 und ¢23, miisste der Austausch von g9
gegen c9 die Basenpaarung verhindern, wiahrend ein simultaner Austausch von g9
gegen ¢9 und c23 gegen g23 eine Basenpaarung wieder ermoglicht. Die Ergebnisse

dieser Mutationen sind in Abbildung 3.3 dargestellt.

Gelbelegung:

a) b) a)b) a) b) a) b) a) b) a) lineare Form des Ribozyms
b) Lariat des Ribozyms ¥
- -

. =
— 1) Wildtyp
" 2) A 6-9 & A 20-22 .'. . i.
3)A6-8 & A 21-22
...."l 4)c23 zu g23 & g5 zu c5 6 7 8 A
‘- 5)c27zu927&922u02 ¥ e 8l )
6) A
1) 2. 8 SEIEEE) 7)
8)
9)

a) b) a) b)a)b) a)b)

g1 zu al
g1 zu a1 und c27 zu u27
u22 zu c22 & a6 zu g6 - =

Abbildung 3.3: Die Nukleotidbereiche A6-9 und A20-22 (2) beziehungsweise A6-8 und
A20-21 (3) wurden aus der RNA-Sequenz entfernt. Ohne diese Nukleotide ist keine Lariat-
bildung mehr zu beobachten. Die genannten Nukleotide sind also strukturell wichtig fiir die
Umesterungsreaktion. Das Guanosin g9 (6) hingegen ist nicht wichtig fiir die Lariatbildung, da
es aus der Sequenz entfernt werden kann, ohne die Umesterungsreaktion zu beeinflussen. Es
befindet sich wahrscheinlich in einer Auswdlbung.

Werden gleichzeitig die Nukleotide c23 und g5 gegen g23 und c5 (4) ausgetauscht, ist eine
Lariatbildung zu beobachten, wahrend ein alleiniger Austausch von ¢c23 diese verhindert, wie in
Abbildung 3.2 dargestellt. Die beiden Nukleotide c27 und g2 gehen hingegen keine Interaktion
miteinander ein, fiihrt der Austausch von c27 zu g27 und g2 zu c2 (5) nicht zur Lariatbildung.
Auch die Nukleotide gl und c27 gehen Watson-Crick-Basenpaarungen miteinander ein, denn
eine RNA mit einem al anstatt einem gl und simultan u27 anstatt des c27 (8) bildet das
Lariat. Dies gilt auch fiir die Nukleotide a6 und u22 (9), die eine Basenpaarung verbindet.

Werden die Basen ¢23 und gb gleichzeitig gegen g23 und c5 ausgetauscht, kann die
Lariatbildung beobachtet werden. Die beiden Nukleotide ¢27 und g2 hingegen gehen
keine Basenpaarung miteinander ein, da diese durch den simultanen Austausch von
c27 zu g27 und g2 zu c2 nicht wiederhergestellt wird. Generell scheinen die Nukleo-
tide A6-9 und A20-22 fiir die Lariatbildung wichtig zu sein, da diese durch Deletion

dieser Nukleotide verhindert wird. Das Guanosin g9 ist fiir die Lariatbildung je-
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doch nicht essentiell. Wird es aus der Sequenz entfernt, wird die Reaktion davon
nicht beeinflusst. Es liegt wahrscheinlich in einer Auswolbung. Auch die Nukleotide
gl und ¢27 sowie a6 und u22 interagieren miteinander, wie anhand der Basenaus-
tauschexperimente in Abbildung 3.3 zu sehen ist. Es ist moglich, dass zwischen den
Adenosinen a3 und a25 sowie a4 und a24 nicht kanonische Basenpaarungen iiber das
N7 der Purinbasen existieren. Dies gilt auch fiir g2 und a26, die nicht kanonische
Basenpaarungen eingehen koénnen.

Die Basenpaarungen, die durch die Mutationen bestimmt werden konnten, sind
in Abbildung 3.4 dargestellt. Es existieren kanonische Basenpaarungen zwischen gl
und ¢27, g5 und ¢23, a6 und u22, g10 und c19, g11 und c18, sowie c¢12 und g17. Nicht
kanonische Basenpaarungen treten wahrscheinlich zwischen g2 und a26, a3 und a25,
sowie a4 und a24 auf. Das Guanosin g9 befindet sich in einer Auswolbung.

Es ist moglich, dass auch im Bereich der Schleife P2 weitere Basenpaarungen

existieren, die ebenfalls durch Mutationsexperimente verifiziert werden kénnen.

30
P1 UCAAACUACAGAGA—-\C

L U U TN, § \
CGGCCACZ:0 LU NI | ZHQ‘ACUCAC G\
T v« s o\ U 40
U (R WP
UCGGGAAAGAAGG, G GACC
gUAUCCUGGUy

P2

Abbildung 3.4: Darstellung der linearen Form des lariatbildenden Ribozyms, bestehend aus
59 Nukleotiden. Die in grau eingezeichneten Basenpaarungen wurden von Thomas Tuschl et
al. 2001 vorgeschlagen [1]. Mit Hilfe der oben beschriebenen Basenaustauschexperimenten sind
weitere Basenpaarungen gefunden worden (blau). Potentielle nicht kanonische Basenpaarungen

zwischen a3 und a25, a4 und a24 sowie g2 und a26 sind in rot wiedergegeben.

Der Bereich um die ACAGAGA-Box von Nukleotid a29 bis g37 kann Basenpaa-
rungen um die Helix P2 mit den Nukleotiden u42 bis c¢47 oder g49 bis ¢54 eingehen.
Um dort Basenpaarungen wieder zu finden, wurden auch hier Austauschexperimente
vorgenommen. Die Ergebnisse dieser Basenaustauschexperimente sind in Abbildung
3.5 dargestellt. Ein Austausch gegen Nukleotide (rot) an der entsprechenden Stelle
verhindert die Lariatbildung, wéhrend eine Mutation gegen Nukleotide (gelb) zu ei-
ner stark reduzierten Lariatbildung fiihrt. Der Austausch gegen Nukleotide (griin),
beeinflusst die Lariatbildung nicht.
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Abbildung 3.5: Sequenz des lariatbildenden Ribozyms: Ein Austausch der Nukleotide in
rot an der entsprechenden Stelle verhindert die Lariatbildung, wahrend eine Mutation der
Nukleotide in gelb zu einer stark reduzierten Lariatbildung fiihrt. Der Austausch der Nukleotide

in griin beeinflusst die Lariatbildung nicht.

Wie in Abbildung 3.5 und 3.6 ersichtlich, beeinflusst ein Austausch der Base von
u28 mit Adenosin und Guanosin die Lariatbildung nicht, wéhrend ein Austausch
des u28 mit ¢28 die Umesterungsreaktion verhindert. Dieser Austausch fiihrt also
zu einer Anderung der Sekundérstruktur, die die Reaktion beeinflusst. Um zu un-
tersuchen, mit welchem Nukleotid u28 Wechelwirkungen eingeht, wurden weitere
Mutationen vorgenommen. Wird das u28 mit einem g28 und das g49 mit einem
c49 ausgetauscht, findet, wie in Abbildung 3.6 dargestellt, die Umesterungsreakti-
on zum Lariat nicht mehr statt. Die Nukleotide g28 und c49 bilden eine stabile
Wasserstoffbriicke, die die Struktur des Ribozyms verdndert und einen Angriff der
2’-Hydroxylgruppe des a48 auf das Phosphatriickgrat des gl verhindert. Eine AU-
Wasserstoftbriickenbindung zwischen zwei Nukleotiden ist nicht stabil genug, um die
Umesterungsreaktion zu verhindern, wirkt sich doch eine Mutation des g49 zu einem
a49 nicht auf die Lariatbildung aus.

Weitere Basenpaarungen im Wildtyp des Ribozyms sind durch diese Experimente
allerdings nicht verifizierbar. Es ist natiirlich auch moglich, dass hier keine Watson-

Crick-Basenpaarungen existieren.
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Abbildung 3.6: Der Austausch der Base des u28 gegen ein Guanosin (2) oder Adenosin
(3) beeinflusst die Lariatbildung nicht. Wird aber u28 gegen g28 und g49 gegen c49 (5)

ausgetauscht, wird die Umesterungsreaktion verhindert.

3.2 NMR-Spektroskopie: die lineare Form des
lariatbildenden Ribozyms

Das lariatbildende Ribozym mit seinen 59 Nukleotiden und ungewdhnlichen Struktu-
relementen stellt fiir die NMR-Spektroskopie eine Herausforderung dar. Um mit Hilfe
der NMR die Struktur eines Molekiils in Losung zu bestimmen, miissen zunéchst
die Resonanzen der einzelnen Atome zugeordnet werden, um die gemessenen, unter-
schiedlichen Parameter wie NOEs (Nuclear Overhauser Enhancement) [52], residuale
dipolare Kopplungen (residual dipolar couplings, RDCs) [78, 79], J-Kopplungen

und Dihedralwinkel [80] in eine Strukturrechnung einzubringen.

3.2.1 Die Zuordnung der Resonanzen des linearen

Ribozyms

Charakteristisch in der RNA sind die Resonanzen der C1’H1’- und C6HG6- bezie-
hungsweise C8H8-Atome, die in der Abbildung 3.7 fiir die lineare Form des Ribozyms
dargestellt sind. Sie stellen einen Fingerabdruck der RNA dar. Wie man anhand der
13C-editierten HSQCs (Heteronuclear Single Quantum Coherence) [81] der *C- und

15 N-markierten linearen Form des lariatbildenden Ribozyms sehen kann, sind die Re-
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sonanzen stark iiberlagert, was deren Zuordnung erschwert. Auch dreidimensionale
Spektren fiir die Zuordnung der Resonanzen, wie 3C-editierte NOESY-Spektren
(Nuclear Overhauser Enhancement and Ezchange SpectroscopY) [82], weisen eine
starke Uberlagerung auf. Das 3C-editierte NOESY ist in Abbildung 3.8 fiir das
13C- und ' N-markierte lineare Ribozym dargestellt. Die *C-Ebene um 87,9 ppm
zeigt Kreuzsignale der C1’'H1’-Diagonalresonanzen zu den H6- beziehungsweise H8-
Atomen und zu weiteren Resonanzen in der Ribose. Auf Grund der Uberlagerung
ist es nicht moglich fiir alle Nukleotide, die Basen mit der Ribose zu korrelieren be-
ziehungsweise die Nukleotide sequentiell zuzuordnen. Dies ist nur fiir einige wenige

gut aufgeloste Resonanzen moglich.
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Abbildung 3.7: 3C-editiertes HSQC der C1'H1'-Resonanzen der Ribose (A) und C6H6-
beziehungsweise C8H8-Resonanzen der Base (B). Wie anhand der Spektren ersichtlich, sind
die einzelnen Resonanzen der jeweils '3C- und '® N-markierten Adenosine (griin), Cytosine
(gelb), Guanosine (rot) und Uracile (blau) stark iiberlagert. Die dargestellten Signale sind in
den Nukleotiden der Pyrimidin- (oben) und Purinbasen (unten) wiedergegeben (C).

Um die spektrale Uberlagerung zu verringern, wurden unterschiedliche Proben
fiir die Zuordnung verwendet. Die RNA-Synthese erfolgte in einer in vitro Transkrip-
tion aus einer Kombination von *C- und '® N-Isotopen markierten, deuterierten und
unmarkierten Nukleotiden. Auf diesem Wege entstanden sieben verschiedene Pro-
ben, die fiir die Zuordnung verwendet wurden:

1) BC- und ' N-markierte AUCG
2) 3C- und ' N-markierte AU
3) 13C- und > N-markierte C
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4) 13C- und ' N-markierte G

5) 13C- und ' N-markierte U

6) 3C- und ' N-markierte A

7) 2H - H3’' H4’, H5’H5”-markierte RNA

Die nicht erwéhnten Nukleotide in den oben genannten Proben sind nicht Isotopen
markiert.

Durch die unterschiedlich Isotopen markierten Proben ist die spektrale Uber-
lagerung geringer. Dies ist in Abbildung 3.7 (B) fiir die C6H6-Resonanzen der Cy-
tosine und Uracile ersichtlich, die sich in einem Bereich von 135 ppm bis 140 ppm in
der 13C-Dimension des C-editierten HSQCs befinden. Auch Die C8H8-Resonanzen
der Adenosine und Guanosine iiberlagern sich zwischen 134 ppm und 136 ppm nicht.
Im 3C-editierten HSQC der C1’'H1’-Resonanzen kommt es mit den unterschiedli-
chen, Isotopen markierten Proben zu keiner Uberlagerung der Adenosine und Ura-
cile zwischen 86 ppm und 90 ppm in der *C-Dimension. Auch die Cytosine, deren
C1'H1-Resonanzen zwischen 86 ppm und 92 ppm liegen, sind in der **C- und ® N-

markierten Cytosinprobe besser aufgelost.

=
¢ 2
' 0 T
Qn@ % d Al
13C: 87.9 ppm
80 76 72 68 64 60 56 52 48 44 40
1H [ppm]

Abbildung 3.8: '3C-editiertes NOESY: Die Kreuzsignale der C1'H1'-Signale zu den H6
beziehungsweise H8 der Basen und H2', H3', H4' und H5' der Ribose sind iiberlagert und

machen die Zuordnung fiir einen groBen Teil der Resonanzen in diesem Spektrum unmaoglich.

3.2.2 Die Resonanzen der einzelnen Nukleotide

Fiir die Zuordnung der Resonanzen der einzelnen Nukleotide wurden verschiedene
Spektren fiir die jeweils unterschiedlich markierten Proben der linearen Form des

Ribozyms aufgenommen und ausgewertet.
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1) 2D ¥C-editierte HSQCs [81]

2) 3D '3C-editiertes NOESY [82]

3) 3D B(C-editiertes 3C-gefiltertes NOESY [83]
4) 3D 3C-editiertes ?C-gefiltertes NOESY [83]
5) 3D '3C-editiertes *C-gefiltertes basenselektives NOESY [83, 84]
6) 3D HCCH-COSY-TOCSY [85]

7) 2D HCCH-COSY [86]

8) 3D HCN der Ribose [87] und der Base [88]
9) 3D H(C)N(C)H [87]

10) 3D TROSY-relayed HCCH-COSY [89]

11) 2D HNN-COSY [53]

Mit Hilfe dieser Spektren konnen die Wasserstoff- und Kohlenstoffatome in der
RNA zugeordnet werden. Das 3D HCCH-COSY-TOCSY sowie das 3D *C-editierte
B gefilterte NOESY dient der Zuordnung der Resonanzen in der Ribose, das 2D
HCCH-COSY sowie das 3D 3C-editierte *C-gefilterte NOESY wird fiir die Zuord-
nung der Resonanzen in der Base verwendet. Die Resonanzen in der Base konnen
mit den Resonanzen in der Ribose iiber die 3D HCN der Ribose, 3D HCN der Base,
3D H(C)N(C)H sowie 3D 3C-editierte *C-gefilterte NOESY zugeordnet werden.
Fiir die sequentielle Zuordnung der Signale wird das 3D ¥C-editierte 2C-gefilterte
NOESY verwendet. Stabile Basenpaarungen in der RNA fithren zu Kreuzsignalen

im HNN-COSY und kénnen mit diesem Spektrum untersucht werden.

3.2.2.1 Der konformationelle Austausch des linearen Ribozyms

Wie anhand des 3D *C-editierten *C-gefilterten NOESY, beschrieben in Kapitel
9.2.2.2, mit einer Mischzeit 7,,, von 150 ms in Abbildung 3.9 ersichtlich, existiert
ein konformationeller Austausch. Dieser ist in der Abbildung fiir das branchpoint
Adenosin a48 dargestellt. Neben dem Diagonalsignal des H8-Atoms bei 8,04 ppm ist
ein Austauschsignal bei 8,18 ppm sichtbar. In einem Temperaturbereich von 6°C'
bis 25°C wurde mit den 3C-editierten HSQC Spektren die C1’H1’- und C6H6-
beziehungsweise C8HS8-Resonanzen verfolgt. Der konformationelle Austausch tritt
allerdings bei allen Temperaturen in diesem Bereich auf. Auch unterschiedliche pH-
Werte von pH=6,0 bis pH=7,4 beeinflussen diesen nicht. Der Austausch zwischen
den Konformationen erschwert die Zuordnung der Resonanzen zusétzlich, weil die

Uberlagerung in den Spektren zunimmt. Allerdings zeigen nicht alle Resonanzen
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einen konformationellen Austausch. Dieser tritt bei 29 Nukleotiden von ¢30 bis u59

auf; rund die Hélfte der Nukleotide liegt also in zwei Konformationen vor.

a48ex H8 79 g
&
a48ex H1', H8 *e Q leo T
A [
a48 H1', H8
82
- 8,3
13C: 139,5 ppm
T T T T T T T T
8,1 7,8 7,5 7,2 6,9 6,6 6,3 6,0
1H [ppm]

Abbildung 3.9: Das '?C-editierte 3C-gefilterte NOESY fiir das a40 und branchpoint Ade-
nosin a48: Bei 8,04 ppm ist das Diagonalsignal des H8-Atoms des a48 (a48 H8), bei 8,18 ppm
ist das Austauschsignal des a48 (a48 H8) sichtbar. Auch die Resonanz des H8-Atoms des a40
(a40 H8) zeigt das Signal (a40 H8ex) einer austauschenden Konformation.

Die zweite Konformation des linearen Ribozyms von ¢30 bis u59 zeigt in dem
B editierten *C-gefilterten NOESY mit einer Mischzeit 7, von 150 ms keine se-
quentiellen NOEs zwischen den einzelnen Nukleotiden. Welche der beiden auftreten-
den Konformationen des Ribozyms die Reaktion zum Lariat eingeht, kann durch die

hier vorgenommenen Untersuchungen nicht ermittelt werden.

3.2.2.2 Die Zuordnung der Ribose

Die einzelnen Resonanzen in der Ribose kénnen mit dem 3D HCCH-COSY-TOCSY,
beschrieben in Kapitel 9.2.2.3 [85] und 3D ¥C-editierten '*C-gefilterten NOESY
[83] mit einer Mischzeit 7, von 150 ms zugeordnet werden. Im 3D HCCH-COSY-
TOCSY sind in der indirekten Protonendimension die COSY-Kreuzsignale sichtbar,
wahrend in der direkten Protonendimension die TOCSY-Resonanzen aufgeltst sind.
Dies erméglicht, startend von der C1’H1’-Korrelation der Ribose durch das gesamte
Spinsystem des Zuckers zu gehen und die einzelnen Kohlenstoff- und Protonenre-
sonanzen zuzuordnen. Wie in der Abbildung 3.10 (A) ersichtlich, ist die Zuord-
nung aller Wasserstoff- und Kohlenstoffatome der Ribose moglich, jedoch nur bei
gut aufgelosten Spinsystemen wie dem des branchpoint Adenosins a48. Bei ande-
ren Spinsystemen wie dem des Adenosins a3 ist auf Grund von Uberlagerungen der

Resonanzen nur die Zuordnung der C2’H2’-Resonanzen moglich, wie in Abbildung
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3.10 (B) dargestellt. Wie anhand der Signale im HCCH-COSY-TOCSY ersichtlich,
besitzen die C2’- und H2-Atome des branchpoint Adenosins a48 eine chemische Ver-
schiebung, die fiir die A-Form Helix der RNA verbreitete C3’-endo-Konformation
der Ribose ungewohnlich ist. In der C2’-endo-Konformation kénnen die chemischen
Verschiebungen der C2’-Atome grofier sein als in der C3’-endo-Konformation [90].
Die Ribose des branchpoint Adenosins liegt in einem sugar pucker vor, der in der
Regel in Strukturmotiven wie Auswolbungen und Schleifen vorkommt und bei dem
Angriff der 2’-Hydroxylgruppe auf das Phosphatriickgrat des gl relevant sein kann.
Kapitel 3.2.4 befasst sich eingehend mit dem sugar pucker des a48.

(A) (B) g
L a48 C5', H5' - 05 o' H2 2
) , a ', H2’ T
a48 C4', HA' a3 C1’, H2 °8 =
s ¥ ° . ® 44
Q' ¢ - °
. a3 C2', H2
- 4,8
- @48 C3, H3
6——o ®
- 5,2
! X
a48 C2', H2 i ‘
P - 5,6
A
a48 C1’, H1’ o
% a3 C1’, H1 6.0
e—90
1H: 6,15 ppm 1H: 5,73 ppm
I I I I I T T T T T T T T
87,0 84,0 81,0 78,0 750 72,0 69,0 66,0 880 840 800 760 72,0
13C [ppm]

Abbildung 3.10: Dargestellt ist die *C- und indirekte ' H-Ebene des 3D HCCH-COSY-
TOCSY fiir zwei unterschiedliche Bereiche der direkten ' H-Ebene: (A) fiir das branchpoint
Adenosin a48 und (B) fiir das a3, dessen H2'- mit dem H2'-Atom des a25 iiberlagert sind.

Die Zuordnung kann mit dem 3D '3C-editierten *C-gefilterten NOESY [83] mit
einer Mischzeit 7, von 150 ms iiberpriift werden. Ein Beispiel ist in Abbildung 3.11
zu sehen, in dem die Kreuzsignale des Adenosins a48 H1’" mit den H2’ und H4’ sowie
den Protonen der austauschenden Konformation H1” und H4’ der Ribose sichtbar

sind.
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Abbildung 3.11: 3C-Ebene des '3C-editierten 13C-gefilterten NOESY mit einer Mischzeit
Tm von 150 ms bei 88,7 ppm fiir das branchpoint Adenosin a48 mit seinen Kreuzsignalen zu
den H1' mit den H2' und H4’' sowie den Protonen der austauschenden Konformation H1' und
H4'.

Mit Hilfe der Spektren der unterschiedlich Isotopen markierten Proben des linea-
ren Ribozyms kénnen 73 Prozent der Resonanzen in der Ribose zugeordnet werden.

Die Zuordnung ist in Kapitel 3.2.6 fiir einen Abschnitt des Ribozyms wiedergegeben.

3.2.2.3 Die Zuordnung der Base

In der Base der Nukleotide existieren nur ein bis zwei nicht austauschende Proto-
nenresonanzen. Bei den Pyrimidinen Cytosin und Uracil handelt es sich neben den
H6- um die H5-Atome. In den Adenosinen sind neben den H8-Atomen des Imida-
zolrings die H2-Atome im Purinsystem zu finden, wéhrend die Guanosine nur das
H8-Atom aufweisen [91]. Die Zuordnung der H5- zu den H6-Atomen erfolgt mit Hilfe
von BC-editierten 13C-gefilterten NOESY und dem HCCH-COSY Spektren des *C-
und ' N-markierten Uracil- bezichungsweise Cytosin-Ribozyms. Durch den kleinen
Abstand zwischen den H6- und H5-Atomen von circa 2,5 A(Angstrom) ist das NOE-
Signal zwischen diesen Protonen sehr intensiv. Auch die chemischen Verschiebungen
der C5-Atome, die sich zudem bei den Cytosinen und Uracilen unterscheiden, er-
leichtern die Zuordnung. Die C5H5-Korrelationen weisen in diesem Bereich dennoch
eine Uberlagerung auf, wie anhand der 3C-editierten HSQC Spektren in Abbildung
3.12 ersichtlich ist.

Mit Hilfe der HCCH-COSY kann die Zuordnung durch die 3C-editierten *C-
gefilterten NOESY Spektren verifiziert werden. Ein Nachteil dieser Spektren ist al-
lerdings die begrenzte Auflosung in der indirekten Dimension durch die benétigte
constant-time (ct) Inkrementierung mit einer totalen Evolutionszeit von 3,9 ms.
Diese ist auf Grund der Kopplung zwischen den C5- und C6-Atomen von 67 Hz

notwendig, die wihrend der ct-Periode refokussiert wird.
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Abbildung 3.12: 13C-editiertes HSQC der C5H5-Korrelationen der Cytosine und Uracile. Die
Zuordnung erfolgte mit den 13C-editierten 13C-gefilterten NOESY und HCCH-COSY Spektren.

In den '3C-editierten 3C-gefilterten NOESY Spektren bei einer Mischzeit 7,
von 150 ms treten intramolekulare Kreuzsignale zwischen den H1’(i+1)- und H2-
Atomen bei a24, a25 und a26 auf. Die Base nimmt hier eine syn-Konformation zur
Ribose ein und ist damit in der Lage nicht kanonische Basenpaarungen einzugehen.
So konnen NOE-Signale zwischen H1’(i+1)- und H2-Atomen bei asymmetrischen
N7 Adenosin-Adenosin-Basenpaaren beobachtet werden [92]. Zur Uberpriifung die-
ses Strukturelements kénnen die H2-Atome zu den H8-Atomen zugeordnet werden.

In der Regel konnen die H2-Atome der Adenosine zu den H8-Atomen iiber 3D
TROSY-relayed HCCH-COSY Experimente [89] oder HCCH-TOCSY Experimen-
te [93, 94] zugeordnet werden. Wéhrend die HCCH-TOCSY Experimente bei einer
RNA mit 30 Nukleotiden wie der TAR-RNA aus HIV-II Kreuzsignale zwischen den
H2- und H8-Atomen zeigen, ist dies fiir die lineare Form des Ribozyms mit 59 Nu-

kleotiden nicht der Fall. Dies liegt an den langen TOCSY-Mischzeiten von 60 ms bis
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100 ms, die in diesem Experiment verwendet werden und bei RNAs mit einer Grofe
tiber 15 kDa zu einer geringen Sensitivitét fithren [91].

In den 3D TROSY-relayed HCCH-COSY Experimenten erfolgt die Zuordnung
der H2- zu den H8-Atomen iiber die C4-, C5- und C6-Atome. Leider sind die Reso-
nanzen der C4-, C5- und C6-Atome des Ribozyms sehr &hnlich, so dass eine Zuord-
nung iiber diese Signale unmoglich ist. Die H2-Atome koénnen zu den H8-Atomen
auch iiber die Aminosignale in 2D ! N-editierten NOESY Spektren zugeordnet wer-
den. Durch die schnelle Rotation der Aminoprotonen um die CN-Bindung und den
Austausch der Protonen mit Wasser sind NOE-Signale der Aminoprotonen der Ade-
nosine oft nicht sichtbar [91]. Auch die Aminoprotonen des linearen Ribozyms weisen
keine NOE-Signale auf. Aus diesen Griinden ist es nicht moglich, die H2-Atome mit

den H8-Atomen im Ribozym zu korrelieren.

3.2.2.4 Die Zuordnung der Base zur Ribose

Die Base ist mit der Ribose iiber eine CN-glykosidische Bindung verbunden. Die
Kopplung zwischen dem Kohlenstoff- und Stickstoffatom von 12 Hz kann also zum
Magnetisierungstransfer verwendet werden, um Signale in der Base mit der Ribose
zu korrelieren. Auf Grund der kleinen Jon-Kopplung von 12 Hz und der daraus
folgenden langen Evolutionszeit spielt die dipolare Relaxation der Antiphasenma-
gnetisierung bei dem Transfer eine grofie Rolle [95, 96]. Die dipolare Relaxation
kann allerdings tiber Multiquanten-Kohérenzen unterdriickt werden [87]. Auch pas-
sive Kopplungen in der Base und Ribose wirken sich auf den Magnetisierungstransfer
aus, so dass die HCN-Experimente sensitiver sind als das H(C)N(C)H [97].

Die HCN Spektren fiir die Ribose und Base [87, 88], in denen die Korrelationen
der C1’H1’ oder der C6H6 beziehungsweise C8H8 zu den jeweiligen N1 oder N9 der
Base sichtbar sind, sind in Abbildung 3.13 fiir das Adenosin a48 dargestellt. Man-
che Korrelationen konnen im H(C)N(C)H iiberpriift werden, gerade austauschende
Resonanzen sind jedoch selten im H(C)N(C)H-Spektrum sichtbar. Die Pulssequenz
des HCNs der Ribose wird in Kaptitel 9.2.2.6 beschrieben.

Das wichtigste Spektrum fiir die Zuordnung der C1’H1’- zu den C6H6- be-
ziehungsweise C8H8-Korrelationen ist das 3C-editierte *C-gefilterte NOESY mit
einer Mischzeit 7, von 150 ms. In diesen Spektren sind Kreuzsignale zwischen den
H1’- und H6- beziehungsweise H8-Atomen sichtbar, so dass dariiber die Zuordnung
erfolgen kann. Die Spektren werden jeweils mit einer Probe aufgenommen, in der nur

ein Nukleotid ¥C- und ' N-markiert ist. Sequentielle Kreuzsignale zwischen den ein-
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Abbildung 3.13: (A) HCN der Base und (B) Ribose mit den Resonanzen der H1'- und
H8-Atome des a48, die iiber das N9-Atom korreliert werden.

zelnen Nukleotiden (H1’, H2" mit H6/H8(i+1)) treten deshalb nur in Bereichen auf,
in denen die gleichen Nukleotide in einer Sequenz aufeinander folgen. Im Ubrigen
sind nur Kreuzsignale zwischen Resonanzen in den einzelnen Nukleotiden sichtbar
und koénnen somit eindeutig zugeordnet werden. In Abbildung 3.14 ist eine Ebene
des Spektrums dargestellt. In der Region des Spektrums, in der die Kreuzsignale
der H6- mit den H1’-Atomen sichtbar sind, befinden sich auch bei den Pyrimidin-
basen die Kreuzsignale mit den H5-Atomen und fithren hier zu einer Uberlagerung
der Signale. Auch der konformationelle Austausch des Ribozyms erschwert die Zu-
ordnung, da bei diesen Nukleotiden nicht nur die direkten Kreuzsignale sichtbar
sind, sondern auch deren Austauschsignale. Theoretisch kéonnen auch die Kreuzsi-
gnale zwischen den H2’- und H6/H8-Atomen zur Zuordnung der Base zur Ribose
verwendet werden. Allerdings sind die H2'- sowie C2’-Atome bei diesem Ribozym
mit 59 Nukleotiden sehr iiberlagert. Mit Hilfe der oben erwahnten Spektren ist es

moglich, fiir alle Nukleotide die Base mit der Ribose zu korrelieren.

3.2.2.5 Die sequentielle Zuordnung des linearen Ribozyms

Die sequentielle Zuordnung des linearen Ribozyms erfolgt mit Hilfe des 3D 3C-
editierten '2C-gefilterten NOESY und 3D '3C-editierten '3C-gefilterten NOESY
[83]. Im 3C-editierten 2C-gefilterten NOESY sind die Kreuzsignale zwischen 3C-
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Abbildung 3.14: 3C-editiertes 3 C-gefiltertes NOESY des '3C- und ' N-markierten Uracil-
Ribozyms. Sichtbar sind neben den Diagonal- die Kreuzsignale der H6- mit den H1'-Atomen
der Ribose und H5-Atomen der Base.

gebundenen und '2C-gebundenen Protonen sichtbar. In den jeweiligen NOESY-
Spektren der Proben mit nur einem C- und ' N-markierten Nukleotid sind dem-
nach nur sequentielle NOEs sichtbar. In Abbildung 3.15 ist ein Ausschnitt des *C-
editierten 12C-gefilterten NOESY mit einer Mischzeit 7,, von 150 ms abgebildet. Es
zeigt Kreuzsignale zwischen dem u22 H1’ in der indirekten Protonendimension mit
den H1" und HS8 des Cytosins ¢23 in der direkten Dimension sowie dem a20 H1’ mit
den Cytosin ¢21 H1’ und HS.

0/U22H1'&°23H8 U2ZHT 823 HT ~ay [ o4 %
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) 0 ~—az20H1sc21Hs 420 H1' & 21 H5 tr@ |58
75 72 69 66 63 60 57 5.4
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Abbildung 3.15: Ebene des '3C-editierten '2C-gefilterten NOESY bei 89,2 ppm mit einer
Mischzeit 7,,, von 150 ms. Es zeigt Kreuzsignale der 3C- und ' N-markierten Cytosine mit
den nicht markierten Nukleotiden, so zum Beispiel zwischen dem H1'- des a20 und H8-Atom

des c21.

Fiir die Bereiche des Ribozyms, in denen sich gleiche Nukleotide wiederholen, so
zum Beispiel bei a24 bis a26 und gh7 sowie gh8, sind die internukleotiden NOEs im
B editierten ¥ C-gefilterten NOESY sichtbar und miissen neben den intranukleoti-
den Signalen erkannt werden. In Abbildung 3.16 ist ein Ausschnitt des 3C-editierten
13C gefilterten NOESY mit einer Mischzeit 7, von 150 ms gezeigt. Die Kreuzsignale
des H8-Atoms des gh8 mit der Ribose des gb7 sind ebenso sichtbar wie die NOEs

zwischen dem H8-Atom des gh8 und seiner eigenen Ribose.
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Abbildung 3.16: '3C-editiertes 13C-gefiltertes NOESY mit einer Mischzeit 7,,, von 150 ms:
die NOEs zwischen den Nukleotiden des g7 mit dem g58 sind in schwarz, die NOEs des
Nukleotids gh8 in grau hervorgehoben.

Ist in RNA-Strukturen eine Helix vorhanden, liegt diese in der Regel in der A-
Form vor. Diese Anordnung fiihrt zu einer riumlichen Nihe der H1’- zu den H8(i+1)-
Atomen und deshalb zu NOEs zwischen diesen Protonen, wiahrend die H2-Atome
so weit entfernt sind, dass sie keine NOEs zu den Protonen der Ribose aufweisen.
Bei einigen Adenosinen sind allerdings im 3C-editierten 3C-gefilterten NOESY
Kreuzsignale zwischen den H1’(i+1)- und H2-Atomen sichtbar. Diese Nukleotide
liegen also nicht in kanonischen Basenpaarungen vor, wie bereits in Kapitel 3.2.2.3

beschrieben.

us6é a40

Abbildung 3.17: Asymmetrisches N7 Adenosin-Adenosin-Basenpaar: (A) Die beiden Basen
gehen in der Wasserstoffbriicke eine Bindung iiber das N1- und N7-Atom ein. (B) In dieser
Basenpaarung sind auf Grund des geringen Abstandes NOEs zwischen dem H2- und H1'(i41)-
Atom (rot gestrichelte Linie) zu beobachten [92]. (C) In kanonischen AU-Basenpaarungen ist
der Abstand zwischen den H2- und H1'(i+1)-Atomen zu groB fiir einen NOE. Hier tritt ein
NOE zwischen den H1'- und H8(i+1)-Atomen auf.

In Abbildung 3.17 (A) ist eine asymmetrische N7 Adenosin-Adenosin-Basen-
paarung dargestellt. Die Aminoprotonen bilden Wasserstoffbriicken mit den N1- und

N7-Atomen [92]. Diese nicht kanonische Basenpaarung von Adenosin fiithrt zu NOEs



36

zwischen den H2- und H1’(i+1)-Atomen. Es treten hierbei also sequentielle NOEs
auf. In Abbildung 3.18 ist ein Ausschnitt des *C-editierten 3C-gefilterten NOESY
des 13C- und ' N-markierten Adenosin Ribozyms dargestellt. In dem Spektrum sind
Kreuzsignale zwischen den a25 H2- und a26 H1’-Atomen und a24 H2- und a25 H1'-
Atomen sichtbar. Das H1’-Atom des a24 zeigt ebenfalls ein Kreuzsignal mit dem a25
HS8-Atom.
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a24 H1' & 52
T T T T T T
7.9 7.8 7,7 7,6 7,5 7.4
13C: 88,7 ppm 1H [ppm]

Abbildung 3.18: In diesem 3C-editierten '3C-gefilterten NOESY mit einer Mischzeit 7,
von 150 ms der 3C- und ' N-markierten Adenosinprobe sind NOEs zwischen den H2- und

H1'(i4-1)-Atomen der Adenosine sichtbar.

3.2.3 NMR-Spektren des H3’, H4’, H5’H5”-2H-Ribozyms

Fiir die Zuordnung der Nukleotide sind oft auch die H2’-Resonanzen sehr hilfreich,
denn sie bilden starke NOEs zu den H6(i+1)/H8(i41)-Atomen und vereinfachen
dadurch die sequentielle Zuordnung der Nukleotide. Die H2’-Resonanzen iiberlagern
sich aber auch mit anderen Signalen der H3’-, H4’- und H5’-Atome und erschweren
so die Zuordnung. Auch fithrt die Protonendichte in der Ribose zu einer verstérkten
Relaxation, die einen Intensitéitsverlust der Signale verursacht. Um die Uberlagerung
der Resonanzen in der Ribose zu verringern, konnen RNAs hergestellt werden, die
in der Position der H3’-, H4’- und H5’-Atome deuteriert sind [98]. Diese RNAs sind
vorteilhaft, da die Magnetisierung durch die geringere Protonendichte langsamer
relaxiert und die H2-Resonanzen nicht mit den H3’-, H4’- und H5’-Resonanzen
iiberlagern.

In Abbildung 3.19 ist ein Ausschnitt aus einem 2D-NOESY des linearen 2 H-(H3’,
H4’, H5’) Ribozyms gezeigt. Es zeigt NOEs zwischen den H1’- und H6- beziehungs-
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Abbildung 3.19: (A) 2H-(H3'", H4', H5')-Ribose (B) 2D-NOESY des linearen 2H-(H3', H4',
H5') Ribozyms: Kreuzsignale zwischen den H1' und H6 beziehungsweise H8 und H2 (C) 3D
NOESY-TOCSY des linearen 2H-(H3', H4', H5') Ribozyms: NOEs des branchpoint Adenosins
a4s.

weise H8-Atomen. Allerdings sind auch hier die Signale ziemlich iiberlagert und
kénnen nur zur Uberpriifung der Zuordnung verwendet werden. In einem dreidi-
mensionalen NOESY-TOCSY ist die Uberlagerung verringert. Dies vereinfacht die

Zuordnung.

Die deuterierten Nukleotide sind kommerziell nicht 3C- und '° N-markiert zu
erwerben, so dass *C- oder auch '®N-editierte und -gefilterte Experimente nicht
moglich sind. Auch sind die deuterierten Nukleotide nur in einer Mischung aller vier
Nukleotide erhéltlich, so dass es nicht moglich ist, verschiedene Varianten an Proben

mit deuterierten und nicht deuterierten Nukleotiden herzustellen.
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3.2.4 Das branchpoint Adenosin a48

Die Ribose des branchpoint Adenosins a48 weist gegeniiber den anderen Nukleo-
tiden ungewdchnliche chemische Verschiebungen auf. Dies ist im Spektrum des 3D
HCCH-COSY TOCSY in Abbildung 3.10 in Kapitel 3.2.2.2 ersichtlich. In der RNA
nimmt die Ribose in der Helix der A-Form einen sugar pucker in der C3’-endo-
Konformation ein, wihrend in nicht helikalen Bereichen wie Ausstiilpungen und
Schleifen die Ribose in der Regel in der C2’-endo- oder einem konformationellen
Gleichgewicht zwischen der C3’- und C2’-endo-Konformation vorliegt [99]. Die H2’-
und H3’-Atome weisen in der C3’-endo-Konformation oder einem konformationellen
Gleichgewicht chemische Verschiebungen  zwischen 4,4 und 5,2 ppm auf. Die chemi-
schen Verschiebungen der C2’- und C3’-Atome liegen zwischen 70 und 78 ppm. Die
chemischen Verschiebungen d¢cos liegen in der C2’-endo-Konformation bis zu 4 ppm
iber den chemischen Verschiebungen in der C3’-endo-Konformation [90, 100]. Das
C2’-Atom des branchpoint Adenosins a48 besitzt eine chemische Verschiebung von
80,2 ppm, das H2’-Atom von 5,3 ppm. Die austauschende Konformation weist che-
mische Verschiebungen von oo = 80,2 ppm und dgo = 5,06 ppm auf. Es ist also
moglich, dass die Ribose des a48 einen sugar pucker in der C2’-endo-Konformation
einnimmt. Diese Konformation ist in der RNA héaufig in Auswoélbungen und Schlei-
fen anzutreffen. Im Spleiflosom ist es wichtig, dass das branchpoint Adenosin in einer
Auswolbung liegt [46].

Der sugar pucker der Ribose kann iiber Jys go-Kopplungen, die von den Di-
hedralwinkeln in der Ribose abhéngen, in einem HCCH-E.COSY bestimmt werden
[101, 102]. Die Pulssequenz des Experiments ist in Kapitel 9.2.2.4 illustriert. Dieses
ist in Abbildung 3.20 fiir das *C- und ' N-markierte Adenosin Ribozym darge-
stellt. In der Protonen-Dimension weisen die Signale der C2’H1’-Resonanzen die
3 Ju1 g-Kopplung und in der Kohlenstoff-Dimension die !Joy/g1/-Kopplung auf.
Um eine Uberlagerung der Resonanzen zu verhindern, werden aus dem Experiment
zwei Spektren extrahiert, die in der Abbildung 3.20 jeweils in griin und blau darge-
stellt sind.

Das branchpoint Adensoin a48 unterliegt wie sdmtliche Nukleotide ab dem ¢30
einem konformationellen Austausch. Da dieser Austausch langsam vonstatten geht,
wird die Kopplung in dem HCCH-E.COSY durch den Austausch nicht gegen 0 ge-
mittelt. Die aus dem HCCH-E.COSY extrahierten Kopplungen fiir das branchpoint
Adenosin a48 sind in Tabelle 3.1 wiedergegeben. Die Kopplungen fiir die beiden

Konformationen betragen 1,4 Hz beziehungsweise 1,6 Hz. Dies weist auf einen su-
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Abbildung 3.20: HCCH-E.COSY des '3C- und ' N-markierten Adenosin Ribozyms: Die
C2'H1'-Resonanzen der zwei Konformationen des branchpoint Adenosins a48 weisen in der
Protonen-Dimension die 3JH1/7H2/—KoppIung und in der Kohlenstoff-Dimension die 'Joy/ g1/-
Kopplung auf. Die Kopplung wird aus zwei unterschiedlichen Spektren extrahiert (griin und
blau).

gar pucker in der C3’-endo-Konformation hin, der allerdings auf Grund der chemi-
schen Verschiebungen der C2’-Atome ausgeschlossen werden kann. In der C2’-endo-
Konformation betragen die Kopplungen zwischen 7,0 Hz und 9,0 Hz. Aufgrund der
3 Jyr m-Kopplungen kann die C2’-endo-Konformation fiir die Ribose des a48 dem-
nach ausgeschlossen werden, obwohl die chemischen Verschiebungen der C2’-Atome
darauf hinweisen. In der O1’-exo-, C1’-endo-, C2’-exo- und C3’-endo-Konformation
liegen die Kopplungen zwischen 1,0 Hz und 2,0 Hz [97, 103]. Der sugar pucker der
beiden Konformationen des a48 muss also innerhalb der O1’-exo- bis C2’-exo- Kon-
formation mit einem Pseudorotationswinkel von P = 260 ° bis 360 ° liegen [104]. Dies
konnte eine Voraussetzung fiir den Angriff der 2’-Hydroxylgruppe und anschlielen-
de Umesterungsreaktion zum Lariat sein. Im Spleiflosom ist es wichtig, dass das
branchpoint Adenosin in einer Auswolbung liegt [46]. Die Konformation der Ribo-
se des attackierenden Adenosins im Spleilosom ist nicht bekannt, konnte allerdings

Analogien zur Konformation im lariatformenden Ribozyms aufweisen.

Auch die Konformation des Phosphatriickgrates beeinflusst die Konformation
der Ribose. Das Phosphatriickgrat wird durch die Dihedralwinkel o, 3, v, 9, € und ¢

definiert. Durch fehlende Protonen im Riickgrat ist es nur moglich, die Konformati-
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Tabelle 3.1: 3JH1/7H2/—KoppIungen der zwei Konformationen des branchpoint Adenosins a48.

a48
1.4 Hz

ad8(Austausch)
1,6 Hz

3 JHl’ 7H2/—K0pp1ung

on mit Hilfe von Kopplungen des Phosphors zu bestimmen [105]. Die heteronuklea-
ren *Jp py sus-Kopplungen kénnen mit PH-ct-COSY Spektren mit unterschiedlichen
Evolutionszeiten fiir die 3.J-Kopplung ermittelt werden [106]. Das PH-ct-COSY mit
einer Evolutionszeit von 30 ms fiir das lineare lariatformende Ribozym ist in Ab-

bildung 3.21 dargestellt. Die Pulssequenz des Experiments wird in Kapitel 9.2.2.5

besprochen.
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Abbildung 3.21: PH-ct-COSY des lariatbildenden Ribozyms. Die Korrelationen zwischen
dem H3'-Atom des a48 und P-Atom des g49 (roter Punkt), die dem chemischen Austausch

unterliegen, haben eine geringe Signalintensitat. Die Intensitdten der Korrelationen zwischen

dem a48 H5'- und P-Atom sind groBer.

Die Korrelationen zwischen dem H3’-Atom des a48 und dem P-Atom des g49,
die dem chemischen Austausch unterliegen, sind sehr schwach. Im Spektrum sind
die beiden Signale deswegen mit einem roten Punkt hervorgehoben. Die geringe Si-
gnalintensitit kann auf einer kleinen 3.Jp y3-Kopplung beruhen. In Abbildung 3.22

ist die Karplus-Beziehung der 3.Jp y3-Kopplung wiedergegeben. Bei einem Dihe-
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dralwinkel € von ca. 160° und 320° weist das Phosphatriickgrat der RNA kleine
3 Jp irz-Kopplungen auf. Die Korrelation zwischen dem Phosphor und dem H5’-Atom
weisen fiir beide Konformationen des a48 im Spektrum eine wesentlich grofiere Si-
gnalintensitit auf. Die 3 Jp gs-Kopplungen miissen also erheblich gréfler sein als die
3 Jp nz-Kopplungen. Bei einem Dihedralwinkel € von ca. 160° und 320° weist die

3 Jp irs»-Kopplung Werte von etwa 9 Hz beziehungsweise 15 Hz auf.

w
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Abbildung 3.22: Karplus-Kurven der (A) 3Jp g3~ und 3.Jp co-Kopplungen sowie der (B)

3JP7H5,/H5//—Kopplungen.

Eine exakte Bestimmung der .J p.ay-Kopplungen {iber verschiedene Evolutions-
zeiten im PH-ct-COSY ist schon auf Grund der geringen Signalintensitit bei ei-
ner Evolutionszeit von 30 ms nicht mdoglich. Carlomagno et al. benutzen fiir die
Extraktion der Kopplung Evolutionszeiten zwischen 18 ms und 82 ms [106]. Die
3Jp irs-Kopplung und damit der Dihedralwinkel € kann allerdings durch das PH-
ct-COSY mit unterschiedlichen Evolutionszeiten ermittelt werden. Die Zuordnung
der C5- und H5'/H5”-Atome des a48 ist Grund der Uberlagerung nicht eindeutig
und sollte zunéchst mit Proben mit anderen Markierungsmustern verifiziert werden.
Durch den Einsatz von vollstindig deuterierten Nukleotiden neben *C- und ' N-
markierten Adenosinen werden die Relaxationseigenschaften der RNA in der NMR

verbessert. Dies fiihrt zu geringeren Linienbreiten der Signale und vereinfacht die

Zuordnung.

3.2.5 Die Wasserstoffbriicken im Ribozym

Wasserstoffbriicken sind wie kovalente Bindungen elektronenmediierte Bindungen,
die in der NMR-Spektroskopie iiber ihre J-Kopplungen aufgelést werden konnen.
Deshalb existieren eine Reihe von NMR-Experimenten, um die Wasserstoffbriicken

von kanonischen [53, 107] und nicht kanonischen Basenpaarungen [108] in der RNA
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zu untersuchen. Dabei kann zwischen Experimenten unterschieden werden, die di-
rekt von den an den Wasserstoffbriicken beteiligten Amino- oder Iminoprotonen
ausgehen und mit Wasser als Losungsmittel durchgefithrt werden [107, 108] und
den Experimenten, die nicht mit Wasser austauschende Wasserstoffatome wie H2
oder H8 in den Purinbasen beteiligen und deshalb im Losungsmittel Deuteriumoxid
ausgefithrt werden konnen [53, 109]. Die meisten Experimente benutzen fiir den
Magnetisierungstransfer dabei die ?Jyy-Kopplung der Wasserstoffbriicke in einem
HNN-COSY Experiment [53].
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» - 160,0
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Abbildung 3.23: (A) '°N-editierten HSQC. Es sind zwei Iminoprotonen der Uracile und
sieben Iminoprotonen der Guanosine sichtbar. (B) HNN-COSY der Iminoprotonen. Die Kreuz-
signale der Iminoprotonen im HNN-COSY weisen ein anderes Vorzeichen auf als die Diagonalsi-
gnale. Positive Signale sind in blau und negative Signale in griin dargestellt. Zwischen 190 ppm
und 200 ppm sind die Kreuzsignale der Iminoprotonen iiber die Wasserstoffbriickenbindungen

der G-C-Basenpaare zu sehen.

Auch '® N-editierte HSQC Experimente der Iminoprotonen zeigen Basenpaarun-
gen, da nur Iminoprotonen in Wasserstoftbriickenbindungen nicht vom Austausch
mit Wasser betroffen sind und deshalb im Spektrum Signale zeigen. In Abbildung
3.23 sind die N-editierten HSQC und HNN-COSY Spektren des linearen Ribo-

zyms dargestellt. Im HSQC sind sieben Imino-Resonanzen von Guanosinen und zwei
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Imino-Resonanzen von Uracilen sichtbar. Demnach miissen mindestens sieben GC-
und zwei AU-Basenpaare existieren. Dies ist konsistent mit den Ergebnissen aus den
Basenaustauschexperimenten in Kapitel 3.1, durch die zwei AU-Basenpaare und acht
GC-Basenpaare bestétigt worden sind. So sind ebenfalls die Basenpaarungen zwi-
schen dem gb und c¢23 sowie dem a6 und u22 in den NMR-Spektren sichtbar, die
ebenfalls durch die Mutationsstudien bestétigt werden konnten (siche Abbildung
3.4). Das GC-Basenpaar zwischen dem gl und dem ¢27 ist durch seine Position am
Beginn der RNA nicht stabil, so dass es im '® N-editierten HSQC nicht sichtbar ist,
da dessen Proton mit Wasser austauscht. Die Basenpaarung zwischen dem gl und
c27 ist essentiell fiir die Lariatbildung, wie die Mutationsexperimente gezeigt haben.
Allerdings ist es wesentlich instabiler als die anderen GC-Basenpaare im Ribozym,

wie die NMR-Experimente zeigen.

P1 CAAACUACAGAGA—\

C
oot \W\| e,
o1l T
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Abbildung 3.24: Die stabilen Basenpaarungen (griin) zeigen im HNN-COSY Kreuzsignale,
die Imino-Resonanzen der labileren Basenpaarungn (gelb) sind im !5 N-editierten HSQC sicht-

bar, wahrend die instabilen Basenpaarungen (rot) in beiden Spektren keine Signale aufweisen.

Das HNN-COSY nach Dingley et al. [107] ist ebenfalls in Abbildung 3.23 darge-
stellt. Es zeigt Kreuzsignale der Iminoprotonen von sechs Guanosinen mit den N3-
Atomen der Cytosine zwischen 190 ppm und 200 ppm. Moglicherweise ist das siebte
GC-Basenpaar nicht ausreichend stabil, so dass in der COSY-Mischzeit 7,,, von 30 ms
das Iminoproton mit Wasser ausgetauscht wird. Die sequentiellen Kreuzsignale der
H1’- und H2- zu den H6- oder H8-Atomen sind in den *C-editierten ?C-gefilterten
NOESY Experimenten fiir die Basenpaarung g41 und c¢55 im Verhéltnis zu den an-
deren GC-Basenpaarungen schwach. Dies deutet darauf hin, dass die Basenpaarung
relativ instabil ist. So kann es sich bei dem fehlenden Kreuzsignal im HNN-COSY
um die Korrelation dieser Basenpaarung handeln. Die Iminoprotonen der Uracile

zeigen in den Spektren keine Kreuzsignale mit den N1-Atomen der Adenosine. Auch
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hier sind wahrscheinlich die Basenpaare nicht stabil, so dass die Iminoprotonen mit
Wasser austauschen.

Die Ergebnisse der Mutationsexperimente ergéinzen sich mit den NMR-Experimen-
ten. Mit den Mutationsstudien ist es moglich, festzustellen, ob eine Basenpaarung
fiir die Funktionalitit des Ribozyms relevant ist. In den NMR-Spektren kann in
Abhéngigkeit von der Stabilitéit die Basenpaarung visualisiert werden. Die Basen-
paarungen sind in Abhéngigkeit von ihrer Stabilitdt in Abbildung 3.24 dargestellt.
Die stabilen Basenpaarungen sind in den ®N-editierten HSQC und HNN-COSY

Spektren sichtbar, unbesténdigere Basenpaarungen nur noch im HSQC.

3.2.6 Die Zuordnung des linearen Ribozyms

Mit Hilfe der in den Kapiteln 3.2.2.2 bis 3.2.5 beschriebenen NMR-spektroskopischen
Experimente ist es moglich, fiir alle Nukleotide der linearen Form des lariatbildenden
Ribozyms die Basen mit den Ribosen zu korrelieren. In der Ribose kénnen 73 Pro-
zent der Wasserstoff- und Kohlenstoffatome zugeordnet werden. Bei den fehlenden
Zuordnungen handelt es sich in erster Linie um die C5’- und H5-Atome, da diese
von der spektralen Uberlagerung besonders betroffen sind und einige C3’-, H3’-, C4’-
und H4’-Resonanzen in dem konformationell austauschenden Bereich des Ribozyms
zwischen Nukleotid ¢30 und ub9. Wie bereits in Kapitel 3.2.2.1 beschrieben, zeigt
eine Konformation des linearen Ribozyms keine sequentiellen NOEs. Mit Hilfe der
Experimente aus Kapitel 3.2.2.5 konnen alle Nukleotide des Ribozyms sequentiell
zugeordnet werden. In Tabelle 3.2 sind exemplarisch die chemischen Verschiebungen

der Nukleotide gl10 bis c¢15 wiedergegeben.

Tabelle 3.2: Chemische Verschiebungen in ppm der Nukleotide g10 bis c15 der linearen Form

des lariatbildenden Ribozyms.

Nukleotid | dmv | dcv | Omar | Scor | Sy | Sc | Sarar | Sour
210 5,70 | 89,9 | 4,60 | 72,2 | 4,49 | 70,1 | 4,39 | 79,1
g1l 5,60 | 89,5 | 4,42 | 72,4 | 4,45 | 69,3 | 4,38 | -
c12 545 | 90,7 | 4,45 | 72,4 | 4,17 | 68,8 | 4,37 | 78,7
ul3 561 | 91,5 | 3,74 | 72,8 | 4,46 | 70,1 | 4,31 | 79,2
ul4 6,03 | 86,0 | 4,61 | 71,4 | 3,96 | 74,7 | 4,41 | 83,9
c15 591 | 85,9 | 4,03 | 74,4 | 4,42 | 77,1 | 3,73 | 81,2
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Nukleotid | dms | dcs | dmess | Ocess | Onijg
g10 - - 7,35 | 133,2 | 168,9
o1l - - | 7,38 | 133,3 | 1693
cl2 5,16 | 94,1 | 7,35 | 137,3 | 150,9
ul3d 5,65 | 101,8 | 7,70 | 137,7 | 146,9
ul4 5,80 | 102,3 | 7,96 | 141.6 | 143.7
clb 6,08 | 95,3 | 7,64 | 139,6 | 150,5

3.3 Das Lariat des Ribozyms

30
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Abbildung 3.25: Lariat des Ribozyms. In den !'3C-editierten HSQC Spektren der 3C-
und ' N-markierten Cytosin und Guanosin Probe sind nur noch die Resonanzen der C1'H1'-
und C8H8- beziehungsweise C6H6-Korrelationen der rot markierten Nukleotide sichtbar. Die
Resonanzen der griin markierten Nukleotide treten dagegen auch in den 3*C-editierten HSQC

Spektren der linearen Form auf.

13 editierte HSQCs der C1’H1’- und C6H6- beziehungsweise C8H8-Korrelationen
des 13C- und ' N-markierten Guanosin- und Cytosin-Lariats sind in Abbildung 3.26
dargestellt. Das Lariat wurde aus der linearen Form mittels 30 mM Tris (pH=7,6),
100 mM Kaliumchlorid und 25 mM Magnesiumchlorid gebildet und das Produkt
mittels 15% SDS-PAGE-Gel gereinigt. Die Lariatbildung aus dem linearen Ribozym
wird dabei durch das Magnesiumchlorid eingeleitet.

In den Spektren des Lariats sind wesentlich weniger Resonanzen sichtbar als in
den Spektren des linearen Ribozyms. Die Resonanzen der Nukleotide in den helikalen
Bereichen P1 und P2 sowie im Tetraloop sind vorhanden, die Signale der Nukleotide
in den flexiblen Bereichen allerdings nicht, wie schematischen anhand der Abbildung

3.25 ersichtlich. Die Resonanzen des Lariats unterliegen in diesem Bereichen einem
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Abbildung 3.26: A) !3C-editierte HSQCs der Ribose des linearen Ribozyms (blau) und
des Lariats (griin) der Guanosine B) 3C-editierte HSQCs der Base des linearen Ribozyms
(blau) und des Lariats (griin) der Guanosine C) '3C-editierte HSQCs der Ribose des linearen
Ribozyms (blau) und des Lariats (griin) der Cytosine D) 13C-editierte HSQCs der Base des

linearen Ribozyms der Cytosine.
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Austausch zwischen mehreren Konformationen im mittleren Bereich der kernreso-
nanzspektroskopischen Zeitskala. Deshalb sind die Signale der C1’H1’- und C6HG6-

beziehungsweise C8H8-Korrelationen nicht sichtbar.

3.4 Kristallisation des linearen lariatformenden
Ribozyms

Neben der NMR~Spektroskopie ist die Rontgenkristallographie eine zweite leistungs-
fihige Methode in der Strukturaufklérung. Allerdings ist es gerade bei Biomolekiilen
nicht immer moéglich, Kristalle zu generieren. Dies ist allerdings eine Voraussetzung
fiir dieses Verfahren, da ohne Finkristalle die Rontgenstrahlen mit der Elektro-
nenhiille der Molekiile zu diffus interagieren, um daraus eine hochaufgeloste drei-
dimensionale Struktur zu erhalten, auch wenn es in den letzten Jahren Fortschritte
in der Rontgenstrukturaufkliarung an nichtkristallinen Proben gab [113, 114].

Mit einer nicht Isotopen markierten Probe des linearen lariatbildenden Ribozyms
wurden Kristallisationsversuche unternommen, um auch iiber die Rontgenkristallo-
graphie einen Einblick in die Struktur dieses RNA-Konstrukts zu erhalten. Die Kris-
tallisationsansétze wurden mit einer Losung des Ribozyms in einem 10 mM Natrium-
cacodylat-Puffer pH=6,5 bei Raumtemperatur und 4 °C" durchgefiihrt. Es kam die
Verdampfungsdiffusion am sitzenden Tropfen zur Anwendung. Dabei steht ein auf
ein Platte sitzender 5uL Tropfen, bestehend aus der Losung der Probe und einem
Reagenz, iiber den Dampfdruck im Gleichgewicht mit einem 500uL Reservoir, das
nur das Reagenz enthélt. Durch den Dampfdruck geht das Wasser aus dem Tropfen
der Probelosung in das Reservoir iiber, so dass sich im Tropfen die Konzentration
der Probe erhoht und diese auskristallisieren kann [115].

Mit einem Pipettier-Roboter wurden Kristallisationsversuche mit 624 Reagen-
zien bei Raumtemperatur und 4 °C' durchgefiihrt. Die Reagenzien sind in Anhang
B aufgefiihrt. Unter keiner Bedingung und Temperatur haben sich Kristalle des li-
nearen lariatformenden Ribozyms gebildet. Deshalb ist es schwierig, die Struktur
des linearen Ribozyms mit der Rontgenstrukturaufkldrung zu bestimmen. So ist die
NMR-Spektroskopie in diesem Fall das Mittel der Wahl, um die Struktur des Ribo-
zyms zu ermitteln. Kristallisationsversuche mit dem Lariat des Ribozyms wurden

bislang nicht unternommen.






Kapitel 4

Diskussion: Das lariatbildende

Ribozym

Im aktivierten Komplex B* des Spleifosoms findet der erste Schritt der Spleifire-
aktion statt, in der die Exons von den Introns getrennt werden. Dabei bildet sich
ein Lariat bestehend aus einem 3’-Exon und Intron sowie ein freies 5-Exon. Im
nun entstandenen Komplex C findet der zweite Schritt der Spleifireaktion statt, in
dem die beiden Exons verbunden werden und das Intron als Lariat den Reaktionszy-
klus verlédsst. Die Basenpaarungen und somit die Sekundéarstruktur der am Komplex
B* und C beteiligten snRNAs U2, U5 und U6 sowie der pra-mRNA sind bekannt.
Die Tertiarstruktur der Komplexe B* und C konnte jedoch bisher nicht bestimmt
werden. Durch permanente Reorganisation des Spleifosoms unterliegt das gesam-
te System einer enormen Dynamik und daher ist es diffizil, die dreidimensionale

Struktur der einzelnen Komplexe des Spleilosoms zu ermitteln.

Tuschl et al. entwickelten 2001 ein Ribozym [1], das vergleichbar dem ersten
Schritt der Spleifireaktion ein Lariat bildet. In beiden Systemen wird die Reaktion
durch einen Angriff einer 2’-Hydroxylgruppe eines Adenosins auf das Phosphat-
riickgrat eines Guanosins eingeleitet. In dieser Umesterung bildet sich sowohl im
Ribozym als auch im Spleiflosom ein Lariat. Des weiteren verfiigt das Spleilosom mit
der ACAGAGA-Box iiber eine Sequenz, die essentiell fiir die Spleifireaktion ist und
sich ebenfalls im Ribozym wieder findet. Das Ribozym besteht aus 58 Nukleotiden
mit einem Gewicht von 20 kD und stellt damit fiir Strukturuntersuchungen mit der
NMR-Spektroskopie eine Herausforderung dar. Durch die Analogie zwischen dem
Ribozym und den am Komplex B* und C beteiligten snRNAs ist es jedoch erstmals

moglich, die strukturelle Reorganisation auf atomarer Ebene zu studieren.
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4.1 Die Sekundiarstruktur des lariatbildenden
Ribozyms

Mit NMR-spektroskopischen Untersuchungen und Mutationsstudien, die in Kapi-
tel 3.1 und 3.2.5 erldautert wurden, konnte ein Teil der Sekundarstruktur der li-
nearen Form des lariatbildenden Ribozyms aufgeklirt werden, die bislang unbe-
kannt war. Wie in Abbildung 4.1 ersichtlich, existieren kanonische Watson-Crick-
Basenpaarungen zwischen gl und c27, gb und c23, a6 und u22, gl0 und c19, gl1
und c18, ¢12 und gl7, ¢38 und gb8, ¢39 und g57, a40 und ub6 sowie g41 und cb5.
Nicht kanonische Basenpaarungen befinden sich zwischen g2 und a26, a3 und a25
sowie a4 und a24. In den Sequenzen u29 bis g47 und u42 bis ¢54 konnten bislang

keine Basenpaarungen identifiziert werden.

Im Spleifiosom geht die ACA-Sequenz der ACAGAGA-Box der U6-snRNA Ba-
senpaarungen mit einer UGU-Sequenz der pra-mRNA ein. Im lariatbildenden Ri-
bozym ist die ACAGAGA-Box ebenfalls essentiell fiir die Lariatbildung. Es ist al-
lerdings unklar, ob die ACAGAGA-Box an Basenpaarungen im Ribozym beteiligt
ist.

Die Sequenz gl bis a6 des Ribozyms, das analog zu der pra-mRNA am Exon-1 ist,
geht Basenpaarungen mit dem Sequenzbereich u22 bis ¢27, der in 5-Richtung der
ACAGAGA-Box liegt, ein. Dies ist in Abbildung 4.1 (A) dargestellt. Hierbei handelt
es sich unter anderem um Basenpaarungen zwischen dem gl und ¢27, a3 und a25 so-
wie gb und ¢23. Das Guanosin g9 liegt, wie die Basenaustausch-Experimente gezeigt
haben, in einer Auswélbung und ist fiir die Lariatbildung nicht bedeutsam. Dies wird
durch den Mangel an sequentiellen NOEs in den *C-editierten 2C- beziehungsweise
13C- gefilterten NOESY Spektren bestitigt.

Mutationen in den Regionen mit Basenpaarungen zwischen gl und a6 sowie u22
und ¢27, die zu einer Veranderung der Abfolge der Basenpaarung fithren, verhindern
die Lariatbildung. Wird zum Beispiel durch Mutation die Basenpaarung zwischen
gl und ¢27 unterbunden und eine Basenpaarung zwischen c¢2 und g27 eingefiihrt,
wird die Lariatbildung vereitelt. Diese Mutationen haben zur Folge, dass das Phos-
phatriickgrat des gl sich nicht mehr in der N&he des branchpoint Adenosins a48
befindet und somit nicht mehr durch dieses attackiert werden kann. Die Abfolge der

Basenpaarungen in der Helix ist also fiir die Lariatbildung essentiell.

Mit Hilfe der Zuordnung der Resonanzen konnte dann eine Reihe von interessan-

ten NOE-Signalen verstanden werden. Zunéchst wurde der stabile UUCG- Tetraloop
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bestitigt. Weiterhin konnten im 3C-editierten 3C-gefilterten NOESY der Adenosi-
ne Kreuzsignale zwischen H2- und H1'(i+1)-Atomen bestimmt werden. Diese Beob-
achtung weist auf asymmetrische N7 Adenosin-Adenosin-Basenpaarungen hin. Die-
se nicht kanonischen Basenpaarungen komplementieren das Bild einer ausgebildeten
Helix im Segment gl bis c27 des linearen Ribozyms, das viele Basenpaarungen auf-
weist und von einem stabilen UUCG- Tetraloop geschlossen wird. Die auftretenden
NOEs des Fragments von gl bis ¢27 des Ribozyms zeigen, das eine Helix mit einer
Auswoélbung um das Nukleotid g9 vorliegt. Die Helix ist fiir die im folgenden Kapitel
diskutierte Tertidrstruktur des Ribozyms grundlegend.
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Abbildung 4.1: (A) Modell des lariatbildenden Ribozyms. Zwischen der Helix P1 und der
Sequenz um das a48 konnten Interaktionen bestehen, die das g1 und a48 nebeneinander stellen.
(B) Modell des spleiBosomalen Komplex B*, bestehend aus den snRNAs U2, U5 und U6
sowie der pra-mRNA. In beiden Systemen befindet sich benachbart zum branchpoint Adenosin,
welches das Phosphatriickgrat eines Guanosins attackiert ein Cytosin. Sowohl das Ribozym
als auch die U6-snRNA des Komplexes B* besitzen eine Sequenz, die ACAGAGA-Box, die
im Komplex B* mit Teilen des Introns interagiert. Im lariatbildenden Ribozym interagiert
die ACAGAGA-Box nicht mit dem 5'-Ende des Ribozyms, das demselben Teil des Introns
entspricht.

In der Helix-1a des aktivierten Komplexes B* gibt es zwei kanonische AU- und
GC-Basenpaarungen, die die U2- und U6-snRNAs verbinden und so das branchpoint
Adenosin dem attakierten Phosphatriickgrat eines Guanosins gegeniiberstellen. In
der Helix P2 des Ribozyms sind ebenfalls zwei kanonische Basenpaarungen vorhan-

den. Weitere Basenpaarungen im Sequenzbereich u42 bis ¢54 sind in den NMR-
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Spektren nicht sichtbar. Falls es an dieser Stelle zu Basenpaarungen kommt, sind
diese im Vergleich zu den zwei Basenpaarungen zwischen ¢38 und g47 sowie ¢39
und g48 instabil. Das branchpoint Adenosin befindet sich im Komplex B* in einer
Auswolbung [46]. Im lariatformenden Ribozym ist es entweder Teil einer Schleife
oder liegt auch in einer Auswolbung vor. Dies zeigt auch die Analyse des sugar

puckers, die in Kapitel 4.3 besprochen wird.

Das Cytosin ¢47 in i-1 Position zum branchpoint Adenosin a48 geht im spleifio-
somalen Komplex B* als Teil der pra-mRNA eine Basenpaarung mit der U2-snRNA
ein. Im lariatformenden Ribozym befindet es sich entweder in einer Schleife mit
dem a48 oder ist an schwachen Basenpaarungen beteiligt. Die ACU-Sequenz des
Ribozyms in 5’-Richtung zum branchpoint Adenosin ist im Spleifosom ein Segment
der U2-snRNA. Dabei gehen das Cytosin und das Uracil Basenpaarungen mit Nu-
kleotiden der U6-snRNA ein. Im Ribozym konnten fiir diese Sequenz jedoch keine

Basenpaarungen ermittelt werden.

Weiterhin konnte mit Mutationsstudien gezeigt werden, dass das Uracil u28 keine
Basenpaarung eingeht. Ein Austausch von u28 gegen ¢28 fiihrt zu einer Basenpaa-
rung dieses Nukleotides mit g49. Diese Basenpaarung verhindert die Lariatbildung.
Es ist wahrscheinlich, dass durch die Basenpaarung die rdumliche Anordnung des

a48 beeinflusst und so der Angriff auf das Phosphatriickgrat des gl verhindert wird.

Wiéhrend zwischen gl und c27 viele Basenpaarungen im lariatbildenden Ribozym
auftreten, beinhaltet der Bereich von u28 bis ub9, soweit bislang bekannt, nur die
kleine Helix P2, die aus vier Basenpaarungen besteht. In den 3C-editierten *C-
selektiven NOESY Spektren treten von ¢30 bis ub9 Austauschsignale auf. Weiterhin
lassen die Spektren Aussagen iiber den Sequenzbereich um die Helix P2 zu. Die
Nukleotide a40 und ub6 sowie g41 und cb5 weisen nur sehr schwache Kreuzsignale
in den ¥C-editierten 2C-gefilterten NOESY Spektren zwischen den H1’-, H2- und
HG6/H8(i+1)-Atomen auf. In einer Helix sind diese Signale wesentlich intensiver.
Deswegen kann davon ausgegangen werden, dass diese Nukleotide nur sehr schwache

Basenpaarungen eingehen.

Das lineare Ribozym liegt ab dem ¢30 nicht ausschliellich in einer Konformation
vor, sondern unterliegt einem konformationellen Gleichgewicht und wechselt mit
einer Geschwindigkeit von 112 ms fiir das branchpoint Adenosin a48 zwischen zwei
Konformationen. Bis auf die Helix P2 sind in diesem Bereich aufgrund der NMR-
Spektren und Mutationsstudien keine Basenpaarungen sichtbar. Dies spricht fiir eine

enorme strukturelle Flexibilitdt des Systems und kénnte eine Voraussetzung fiir das
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Ribozym sein, die Spleifireaktion durchfiihren zu kénnen. Damit &hnelt das Ribozym
auch dem eukaryontischen Spleifiosom, das im Komplex B* und C sehr dynamisch
ist.

Eine Konformation zeigt in den *C-editierten 2C-selektiven NOESY Spektren,
mit denen, wie in Kapitel 3.2.2.5 beschrieben, die sequentielle Zuordnung des Ri-
bozyms durchgefiihrt wurde, keine Kreuzsignale. Die fehlenden sequentiellen NOEs
deuten darauf hin, dass eine der beiden Konformationen des linearen Ribozyms
strukturell so mobil ist, dass sie keine gut ausgebildete Tertidrstruktur annimmt
und deshalb keine Kreuzsignale aufweist. Welche der beiden Konformationen die
katalytisch aktive ist, kann durch die in dieser Arbeit durchgefiithrten Experimente
nicht ermittelt werden.

Durch den konformationellen Austausch sind in den NMR-Spektren fiir 29 Nu-
kleotide zwei Resonanzen anstatt einer fiir jedes *C-, ¥ N- und 'H-Atom sicht-
bar. Dadurch wird die Uberlagerung der Resonanzen in den einzelnen Spektren
verscharft. Die Zuordnung der einzelnen Signale zu den Atomen ist aus diesem Grund
nur mit Hilfe von unterschiedlichen Proben moglich, in denen jeweils nur eines der
Nukleotide Adenosin, Cytosin, Guanosin oder Uracil *C- und '® N-Isotopen mar-
kiert ist. Dessen ungeachtet ist in diesen Spektren die Uberlagerung noch immer

immens und die Zuordnung somit sehr anspruchsvoll.

4.2 Die Tertidrstruktur des lariatbildenden
Ribozyms

Die Tertidrstruktur basiert auf der Sekundérstruktur des Ribozyms. Die unterschied-
lichen Motive wie Helices und Auswoélbungen interagieren miteinander und formen
so eine dreidimensionale Struktur. Fiir die Untersuchung der Tertidrstruktur sind
NOE-Signale zwischen Nukleotiden, die nicht sequentiell miteinander verbunden
sind, relevant.

NOE-Kreuzsignale zwischen den Nukleotiden am 5’-Ende des Ribozyms mit Nu-
kleotiden um das branchpoint Adenosin zeigen die Nidhe des a48 zum Triphosphat
am 5-Ende der Sequenz. Auch die Mutationsstudien haben gezeigt, dass die Basen-
paarungen am 5-Ende des Ribozyms wichtig sind, damit die 2’-Hydroxylgruppe des
a48 die nukleophile Substitutionsreaktion durchfithren kann.

Es existieren ebenfalls Kreuzsignale zwischen a50, a52 und a3, a4, a25 sowie a26
im BC-editierten *C-gefilterten NOESY Spektrum der 3C- und '® N-markierten
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Adenosin Probe. Diese Signale weisen darauf hin, dass diese Nukleotide miteinander
interagieren, obwohl sie zu unterschiedlichen Bereichen des Ribozyms gehéren. Die
Adenosine a3, a4, a25 und a26 sind Teil der Helix P1. Die Nukleotide a50 und ab2
gehoren zu einer Sequenz, fiir die keine Basenpaarungen ermittelt werden konnten.

In Abbildung 4.1 ist ein Modell des Ribozyms dargestellt. Die NOE-Signale wei-
sen auf die Néhe der verlangerten Helix P1 zu der Sequenz g49 bis a52 hin. Dies
bringt das branchpoint Adenosin in die Ndhe des Phosphatriickgrats des gl und er-
laubt so den Angriff der 2’-Hydroxylgruppe des a48 auf das 5’-Phosphat des g1 und
die Ausbildung des Lariats.

Die Zuordnung der Signale in der ACAGAGA-Box ist durch deren Uberlagerung
diffizil. Auch der auftretende konformationelle Austausch erschwert die Zuordnung.
Dadurch ist die Interpretation der NOE-Kreuzsignale der ACAGAGA-Box kompli-
ziert. Das Motiv ist im Spleifosom fiir den ersten Schritt der Spleifireaktion essentiell.
Die Mutationsstudien am Ribozym haben gezeigt, dass fiir ¢30 bis g32 ein Basen-
austausch gegen alle anderen Nukleotide toleriert wird. Die ACAGAGA-Box scheint

fiir die Spleifireaktion im Ribozym nicht unerlésslich zu sein.

4.3 Das branchpoint Adenosin a48 des lariatbil-
denden Ribozyms

Im spleilosomalen Komplex B* befindet sich das branchpoint Adenosin a48 in ei-
ner Auswolbung. Dies ist wesentlich fiir die SpleiBireaktion [46]. Im lariatformenden
Ribozym befindet sich das a48 in einer Schleife oder Auswoélbung. Die Ribosenkon-
formation des angreifenden Adenosins ist unbekannt, ist aber fiir die Ausfithrung der
Spleifireaktion essentiell. Im Folgenden sollen daher die bisher erzielten Erkenntnisse
beziiglich des sugar puckers aufgezeigt werden.

Die chemische Verschiebung der C2’- und H2’-Atome betragen dcor = 80,2 ppm
und dgor = 5,3 ppm. Die Ribose liegt also nicht in der C3’-endo-Konformation oder
einem konformationellen Gleichgewicht zwischen C3’-endo- und C2’-endo-Konfor-
mation vor. Die chemischen Verschiebungen der C2’- und H2-Atome deuten auf
eine C2’-endo-Konformation hin [90], allerdings miissten die Jpg1/ go-Kopplungen in
dieser Konformation grof§ sein (ca. 7,0 Hz bis 9,0 Hz) [97]. Die Jy1/ go-Kopplungen
betragen jedoch lediglich 1,4 Hz. Damit ist die C2’-endo-Konformation ebenfalls
ausgeschlossen. In der O1’-exo-, C1’-endo- oder C2’-exo-Konformation liegen die

Ju1 mo-Kopplungen ebenfalls zwischen 1,0 Hz und 2 Hz. Die Kopplungen und che-
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mischen Verschiebungen deuten darauf hin, dass sich der sugar pucker des a48 inner-
halb eines Pseudorotationswinkels [104] von P = 260° bis 360 ° bewegt. Die Ribose
nimmt somit die O1’-exo-, C1’-endo- oder C2’-exo-Konformation ein, wie in Abbil-
dung 4.2 dargestellt.

C2’-exo O4’-exo

Abbildung 4.2: Die Ribose des branchpoint Adenosins liegt entweder in der O1'-exo-, C1'-

endo- oder C2'-exo-Konformation vor.

Die Konformation der Ribose des branchpoint Adenosins in der pra-mRNA des
Spleilosoms ist unbekannt. Es existiert jedoch eine Kristallstruktur eines Modells
bestehend aus einem U2-snRNA Duplex mit jeweils einem Adenosin des komple-
mentéren Stranges in einer Auswolbung. Die Ribose eines Adenosins in der Aus-
wolbung liegt in der C3’-endo-Konformation vor, die Ribose des anderen Adenos-
ins in der C2’-endo-Konformation [119]. Auch in einem Protein-RNA-Komplex der
Hiille des Bakteriophagen MS2 wurde ein Adenosin der RNA in einer Auswélbung
untersucht, das analog dem U2-snRNA Duplex ist. Hier ist die Ribose in der C3’-
endo-Konformation vorzufinden [120]. In beiden Strukturen weist die Ribose einen
sugar pucker auf, der haufig in Auswolbungen und Helices von RNA zu finden ist.
Es kann daraus jedoch nicht geschlossen werden, dass das branchpoint Adenosin der
pra-mRNA auch eine dieser Konformationen aufweist, ist doch keine der strukturell
charakterisierten RNAs in der Lage, eine Umesterungsreaktion einzugehen.

Die Untersuchungen an der linearen Form des lariatbildenden Ribozyms deuten
vielmehr darauf hin, dass die Ribose des a48 eine auflergewthnliche Konformati-
on fiir die Ribose mit Pseudorotationswinkeln von 260 ° bis 360 ° einnimmt. Es ist
anzunehmen, dass diese Konformation fiir die Umesterungsreaktion zum Lariat es-
sentiell ist. Um den sugar pucker des linearen Ribozyms zu verifizieren, ist es auch

interessant, die Konformation der Ribose des Lariats zu untersuchen.
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Der sugar pucker der Ribose wird ebenfalls durch die Konformation des Phosphat-
riickgrats beeinflusst. Der Winkel e des Phosphatriickgrats kann durch Jp gg- und
Jp,us-Kopplungen bestimmt werden. Die Jys9pqusr3-Kopplungen sind, wie in Ka-
pitel 3.2.4 dargestellt, klein, die Jp y5z-Kopplungen grofler. Dies impliziert, dass der
Dihedralwinkel € bei ca. 160° oder 320° liegt. Nukleotide in A-Form Helix wei-
sen in der Regel Dihedralwinkel ¢ im Phosphatriickgrat von 190° bis 230° auf. In
Auswélbungen liegen die Dihedralwinkel e zwischen 260 ° bis 280°. Auch die Ade-
nosine in den Auswoélbungen des bereits beschriebenen U2-snRNA Duplexes und
Protein-RNA-Komplexes der Hiille des Bakteriophagen MS2 weisen Dihedralwin-
kel € von 190° bis 260° auf [119, 120]. Da die Ribose des a48 im lariatformen-
den Ribozym allerdings einen anderen sugar pucker einnimmt als im Duplex und
Protein-RNA-Komplex, ist es moglich, dass die Ribose auch unterschiedliche Phos-

phatriickgratwinkel aufweist.

4.4 Das Lariat des lariatbildenden Ribozyms

Die B3C-editierten HSQC Spektren der Proben, in denen die Guanosine oder Cy-
tosine *C- und '® N-Isotopen markiert sind, sind in Kapitel 3.3 in Abbildung 3.26
dargestellt. In den Spektren des Lariats sind weniger Resonanzen sichtbar als in den
Spektren des linearen Ribozyms. Die Signale der C1’H1’- und C6H6- beziehungswei-
se C8H8-Korrelationen der Nukleotide in der Helix P1 und dem UUCG- Tetraloop
erscheinen in beiden Konstrukten bei vergleichbaren chemischen Verschiebungen.
Die Resonanzen der anderen Guanosine treten in den *C-editierten HSQCs nur
noch eingeschrinkt auf. Ein grofler Teil des Lariats liegt somit in einem Austausch
zwischen verschiedenen Konformationen auf einer Zeitskala von Mikro- bis Millise-
kunden vor. Die Linien der Signale sind in der Koaleszenstemperatur so breit, dass
die Resonanzen im Spektrum nicht mehr sichtbar sind. Das Lariat des Ribozyms
ist demzufolge wesentlich flexibler als die lineare Form. Eine stabile verlangerte He-
lix P1 ist im Lariat nicht mehr vorhanden. Dies wird auch die Tertidrstruktur des
Ribozyms beeinflussen. Die Tertidrstruktur des Ribozyms verdndert sich dement-

sprechend nach der Reaktion zum Lariat erheblich.



Kapitel 5

Einleitung: Die 2’-Hydroxylgruppe
in der RNA

Die RNA iibernimmt in der Proteinbiosynthese - Transkription und Translation -
die unterschiedlichsten Aufgaben. mRNA dient als Duplikat der DNA zur Infor-
mationsweitergabe. In Form der tRNA fungiert sie bei der Proteinbiosynthese als
Bindeglied, indem sie eine Aminosdure koordiniert und parallel das Anticodon der
mRNA bildet [121]. Aber auch katalytisch spielt die RNA eine grofie Rolle [122]. Ri-
bozyme sind in der Lage, RNA katalytisch zu spalten [123] und auch im Spleifiosom,
in dem nicht kodierende mRNA Sequenzen von den kodierenden Sequenzen abge-
spalten werden, ist das katalytische Zentrum aus RNAs, den snRNAs, aufgebaut
[124]. In der Genregulation durch RNA-Interferenz (RNAi) gehen einzelstringige
siRNAs (small interfering-RNAs) oder miRNAs (micro-RNAs), die in der Regel
circa 21 Nukleotide lang sind, mit der pr&-mRNA Basenpaarungen ein. Dies fiihrt

iiber unterschiedliche Mechanismen zu einer Blockade der Translation [125].

Im Gegensatz zu Proteinen sind die RN As nur aus vier unterschiedlichen Baustei-
nen, den Nukleotiden mit den Basen Adenin, Guanosin, Cytosin und Uracil, aufge-
baut. Dennoch sind sie in der Lage, trotz ihres einfachen Aufbaus, diese Vielzahl an
Aufgaben wahrzunehmen. Die RNA, die sich von der DNA konstitutionell nur durch
das Fehlen der 5-Methylgruppe in der Base Uracil und einer Hydroxylgruppe anstatt
eines Wasserstoffatoms in der 2’-Position der Pentose unterscheidet, weist in der Se-
kundérstruktur gewaltige Unterschiede auf. Die DNA liegt in einer Helix der B-Form
vor und wird hauptséchlich in den Chromosomen zur Informationsspeicherung ver-
wendet, wiahrend die RNA mit einer Vielzahl von Sekundérstrukturen wie Helices,

Auswolbungen, Schleifen und Kreuzungen die unterschiedlichsten Aufgaben in der
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Zelle wahrnehmen kann. Diese Strukturen werden von einem Netzwerk an Wasser-
stoffbriicken, an denen die 2’-Hydroxylgruppe beteiligt ist, stabilisiert [117, 126-129].

Die Hydroxylgruppe in der 2’-Position der Ribose ist somit die Basis fiir die struk-
turelle Vielfalt in der RNA und demzufolge auch fiir alle wichtigen Prozesse der RNA
verantwortlich. Beim Spleiflen der pra-mRNA im Spleifosom, auf das in Kapitel 1
niher eingegangen wurde oder bei selbstspleilenden Gruppe-II Introns wird der Pro-
zess durch eine Umesterungsreaktion mit Hilfe der 2’-Hydroxylgruppe bewerkstelligt
[24, 130-133]. Auch bei der Spaltung von Ribonukleinséuren durch das Hammerhead
(HH)-Ribozym wird der Prozess durch einen Angriff der 2’-Hydroxylgruppe einge-
leitet [134]. Die 2’-Hydroxylgruppe ist ebenfalls an Protein-RNA Wechselwirkun-
gen beteiligt [135]. Insofern ist es interessant, die Konformation dieser funktionellen

Gruppe zu bestimmen, um die Reaktionsabldufe besser verstehen zu kénnen [136].
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5.1 Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe in
der RNA

Die 2’-Hydroxylgruppe der RNA ist fiir die strukturellen und katalytischen Unter-
schiede zwischen der RNA und DNA verantwortlich [137, 138]. Mit Molekiildynamik-
Simulationen (MD) [139], der Rontgenstrukturanalyse [140] und der nuklearmagne-
tischen Resonanzspektroskopie [141] konnten bislang erste Préferenzen der Konfor-
mation der 2’-Hydroxylgruppe gefunden werden, doch war es bislang nicht moglich,
die Konformation dieser wichtigen funktionellen Gruppe genau zu bestimmen.

In MD-Simulationen konnte von Auffinger et al. 1997 gezeigt werden, dass die
Konformation der 2’-Hydroxylgruppe von der Konformation der Ribose beeinflusst
wird [139]. Wie in den Abbildungen 5.1 und 5.2 ersichtlich, nimmt die 2’-Hydroxyl-
gruppe in den MD-Simulationen, je nachdem ob sich die Ribose in der C2’-endo-
oder C3’-endo-Konformation befindet, unterschiedliche Vorzugskonformationen ein.
In helikalen Bereichen liegt die RNA in der A-Form vor. In dieser Form bevor-
zugt die Ribose die C3’-endo-Konformation, wéhrend in unstrukturierten Bereichen
wie Schlaufen und Auswoélbungen die Ribose entweder in einem konformationellen
Gleichgewicht zwischen der C2’-endo- und C3’-endo- oder ausschlie8lich in der C2’-

endo-Konformation vorliegt.

Abbildung 5.1: Konformationen der 2"Hydroxylgruppe (gelb) mit der Ribose in der C2'-endo-
Konformation; in blau ist die bevorzugte Orientierung der 2'-Hydroxylgruppe in Richtung des
0O3'-Atoms, in rot die ungiinstige Orientierung in Richtung des H1'- und H2'-Atoms dargestellt
[139].

Liegt die Ribose in der C2’-endo-Konformation vor, besitzt die 2’-Hydroxylgruppe
nur eine bevorzugte Konformation in Richtung des O3’-Atoms des Phosphatriickgrats.

Konformationen, in denen die 2’-Hydroxylgruppe in Richtung des H1’- und H2'-
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Atoms zeigt, sind aus sterischen Griinden ungiinstig. Dies ist in Abbildung 5.1 ver-
anschaulicht [139].

Solange die Ribose in der C3’-endo-Konformation vorliegt, zeigt die 2’-Hydroxyl-
gruppe bevorzugt in Richtung des O4’-; O3’- oder N3- beziehungsweise O2-Atoms
der eigenen Base. Dies ist in Abbildung 5.2 dargestellt. Mit diesen Atomen kann die
2’-Hydroxylgruppe elektrostatische Interaktionen eingehen. Es liegen auch drei kon-
formationelle Bereiche vor, die von der 2’-Hydroxylgruppe aus sterischen Griinden
gemieden wird, da die Wasserstoffatome H1’, H4’, und H5’ nur in einer Entfernung
von ca. 2,5 A, 2,6 A und 2,7 A zum 02-Atom liegen.

e A
4

5

o
Base

270°

Abbildung 5.2: Konformation der 2'Hydroxylgruppe der Ribose in der C3'-endo-
Konformation der RNA; in blau sind die bevorzugten Bereiche, in rot die ungiinstigen Bereiche
des 2'0OH-Atoms dargestellt. In ihrer bevorzugten Orientierung zeigt die 2'-Hydroxylgruppe
in Richtung O3'-, O4’-Atom oder Base. Ungiinstig sind die Konformationen, in denen die
2'-Hydroxylgruppe in Richtung des H1'-, H2'-, H4'- oder H5'-Atoms zeigt [139].

In einer A-Form Helix der RNA ist es auch moglich, in der kleinen Furche ein
durch die 2’-Hydroxylgruppe vermitteltes Wassernetzwerk zu beobachten. Egli et al.
haben 1996 die Kristallstruktur eines Oktamer-Duplexes (CCCCGGGG), mit einer
Auflésung von 1,46 A gelost [140]. In dieser Struktur konnte iiber die Elektronen-
dichte in der kleinen Furche eine Kette von Wassermolekiilen identifiziert werden,
die sich parallel zur Helix befinden und in der zwei 2’-Hydroxylgruppen der kom-
plementéiren Strange durch zwei Wassermolekiile iiberbriickt werden. Dies ist in
Abbildung 5.3 ersichtlich, in der die Wasserbriicken schematisch dargestellt sind.

Neben den MD-Simulationen und der Rontgenstrukturanalyse wurde die Konfor-
mation der 2’-Hydroxylgruppe auch mit der NMR-Spektroskopie untersucht [142].
Erstmals haben Lynch et al. 1996 einige chemische Verschiebungen der 2’-Hydroxyl-

gruppen einer hairpin-RNA zuordnen koénnen [143]. Die erste vollstédndige Zuord-
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Abbildung 5.3: (A) In diesem Stereobild ist die Struktur des RNA-Oktamers dargestellt,
in dem die Wassermolekiile iiber ihre Elektronenverteilung identifiziert werden konnten. (B)
Schematische Darstellung des Netzwerks der Wassermolekiile in der longitudinalen Ebene des
RNA-Oktamers. Der Abstand zwischen den einzelnen Atomen beziehungsweise Wassermo-
lekiilen (W) ist in Angstrom angegeben. Die 2'-Hydroxylgruppen sind fiir den Aufbau des

Netzwerkes aus Wassermolekiilen essentiell [140].

nung der 2’-Hydroxylgruppen einer RNA mit dreifiig Nukleotiden, der TAR (Tat
Activation Response Region)-RNA aus HIV (Human Immundeficiency Virus)-II,
wurde 2005 von Hennig et al. veroffentlicht [136]. Die chemischen Verschiebungen
der 2’-Hydroxylgruppen liegen in einem Bereich zwischen 6,6 ppm und 7,1 ppm und
wurden bei 5°C' (278 K) mit Hilfe von 2D-TOCSY Spektren, in denen die Korrela-
tionen der 2’-Hydroxylgruppen mit den H2’-Atomen und 2D-NOESY Spektren, in
denen die Resonanzen der 2’-Hydroxylgruppen mit den H1’-Atomen sichtbar sind,

zugeordnet. In Abbildung 5.4 sind die beiden Spektren dargestellt.

5.2 Die skalaren Kopplungen der
2’-Hydroxylgruppe

Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe der RNA kann mit Hilfe der 3 J-Kopplungen
zuden C1'-, C3’- und H2’-Atomen bestimmt werden. Die homonukleare 3 J-Kopplung
der 2’-Hydroxylgruppe mit dem H2-Atom wurde bereits 2002 an Adenosin von
Acharya et al. bestimmt. Die Messung erfolgte in deuteriertem DMSO, da hier die
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Abbildung 5.4: (A) TAR-RNA aus HIV-Il; die zugeordneten Resonanzen der 2'-
Hydroxylgruppe sind in rot dargestellt. (B) NOESY mit einer Mischzeit 7, von 50 ms bei
5°C mit den Korrelationen der 2'-Hydroxylgruppe mit den H1'-Atomen. Bei den nicht zuge-
ordneten Resonanzen handelt es sich um Aminoprotonen. (C) 2D TOCSY mit einer Mischzeit

von 43 ms bei 5°C' mit den Korrelationen der 2'-Hydroxylgruppe mit den H2'-Atomen [136].

Hydroxylgruppe nicht mit Wasser austauscht und die Kopplung deshalb in der Mes-
sung nicht gegen 0 gemittelt wird. Bei Raumtemperatur betrigt diese ?J-Kopplung
6,1 Hz [142]. Die heteronuklearen 3J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den
C1’- und C3’-Atomen wurden bereits 1996 von Lynch et al. an den vier Nukleo-
tiden in deuteriertem DMSO bestimmt. Die 3J2/0H701/—K0pplungen betragen zwi-
schen 3,2 Hz und 4,0 Hz und sind damit grofer als die 3 Jo o c3-Kopplungen mit
1,7 Hz bis 2,4 Hz. Auch die heteronuklearen 2J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe
mit den C2’-Atomen der vier Nukleotide wurden gemessen. Sie betragen zwischen
-2,2 Hz und -3,0 Hz. Die heteronuklearen Kopplungen sind in Tabelle 5.1 wieder-
gegeben [143]. Acharya et al. haben fiir die unterschiedlichen Konformationen der
2’-Hydroxylgruppe eine Nomenklatur eingefiihrt. Diese ist in Abbildung 5.5 darge-
stellt.

Um die in der NMR-Spektroskopie ermittelten Kopplungen in die dazu gehorigen

Dihedralwinkel umzusetzen, wird die entsprechende Karplus-Beziehung bendétigt.
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Tabelle 5.1: Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe einzelner Nukleosidtriphosphate (NTPs)

mit Kohlenstoffatomen der Ribose, die in deuteriertem DMSO gemessen wurden [143].

Adenosin | Cytosin | Guanosin | Uridin

cr 3,7 ~ 3,2 4,0 3,7
2 23 | ~=30| -25 2,2
Cc3 2,2 ~1,7 2,1 2.4

H

-\ -30"<®<-100°
*H
C c -

Intramolecular
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maximally possible in
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[nr 1: R = PO,E"; For 2: OR = H and for 3: R = H

Abbildung 5.5: Die 2'-Hydroxylgruppe in Adenosin, 3'-Desoxyadenosin und Adenosin-3-
Ethylphosphat nimmt in ihrer Konformation bevorzugt vier Domanen ein, die hier mit +cisoid
(30° bis 100°), +transoid (120° bis 140°), -transoid (—120° bis —140°) und -cisoid (—30°
bis —100 °) bezeichnet werden [142].

Diese kann bei vorgegebenen Dihedralwinkeln von Modellsubstanzen aus den ge-
messenen Kopplungen [144] oder theoretisch mit DFT (Dichtefunktional Theorie)-
Kalkulationen bestimmt werden [145, 146]. Die Karplus-Kurve fiir die homonukleare
3 Jyom ma-Kopplung der 2’-Hydroxylgruppe wurde 1969 von Fraser et al. experimen-
tell bestimmt [147].



64

*Jyom.ny = 10,4c08*® + 1, 5c0s® + 0, 2 (5.1)

Fiir die heteronuklearen ®.J5 ¢ a,01'/cy-Kopplungen existierten bisher keine Karplus-
Beziehungen. Um die mit der NMR bestimmten 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe
der TAR-RNA aus HIV-II auswerten zu konnen, sind diese allerdings essentiell [141].

5.3 Theorie der skalaren Kopplung

Die Spin-Spin-Kopplung oder auch J-Kopplung wird iiber eine Wechselwirkung der
Elektronen vermittelt. Der Tensor der Spin-Spin-Kopplung G zweier Atomkerne
kann iiber die zweite Ableitung des elektronischen Potentials der o-Elektronen be-

schrieben werden [148]. Fiir die Elemente dieses Tensors zweiten Ranges gilt:

P E(M;, M, ...)
dMdMy,

Grr = (5.2)

Myg=Mp=0

E(M;y, M,, ...) ist die elektronische Energie des kompletten Systems in Bezug auf
das magnetische Moment M der Kerne K und L. Die Spin-Spin-Kopplung J ergibt

sich aus dem Tensor der Kopplung G iiber:
Jrkr = h——=Gk1 (5.3)

Dieser Zusammenhang wurde erstmals von Ramsey et al. 1953 gezeigt [149]. In

einer nicht relativistischen Darstellung ergibt sich die J-Kopplung aus folgenden

Ubergangsmomenten:
(0|hE50 hESOYT [

JKkr —hﬂyK% (0|RRSC10) — 2 g (0] Ins) <Tf’( )"10) (5.4a)

( ) nS EO

ng7#0
(0[hk" + hgP[ng) (nr|(h9)" + (EP)"10)

-2 4b
2 Bur — Bo (54b)

Die Spin-Spin-Kopplung setzt sich aus vier verschiedenen Hamilton-Operatoren
zusammen, die in Gleichung 5.5 bis 5.8 beschrieben werden: den diamagnetischen
(DSO) und paramagnetischen Spin-Orbit (PSO) Operator sowie den Fermi-Kontakt-
(FC) und Spin-Dipol (SD) Operator. Dabei wird iiber alle elektronisch angeregten
Singulett-Zustdnde ny mit der Energie F,, und alle Triplett-Zusténde ny mit der
Energie E,, summiert [150, 151]. vk entspricht dem gyromagnetischen Verhéltnis
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des Kerns K, v, dem gyromagnetischen Verhéltnis des Kerns L. h ist das Plancksche

Wirkungsquantum.
(’I"Z-T TiLIS — TiKTZT )
high? =ty (5.5)
i iK' iL
) (TiK X Vi)
h}P}SO = —ZO{2 Z W (56)
8ra?
hEC = — > 6(rix)si (5.7)
(3riT SiTik — TocSi)
hP = o Z K &P K (5.8)

« ist die Feinstruktur-Konstante, r die Position des Elektrons i relativ zum Kern
K, I ist die 3x3 Einheitsmatrix, 6(r;x) ist die Diracsche Delta Funktion und s;
der Spin des Elektrons i. Ein hochgestelltes T symbolisiert eine Transposition des
Vektors. In den Gleichungen 5.5 bis 5.8 wird iiber alle Elektronen summiert.

Die Operatoren der DSO- und PSO-Terme der Gleichungen 5.5 und 5.6 sind
Singulett-Operatoren, die das magnetische Moment der Kerne mit der Bewegung
der Elektronen in den Orbitalen korrelieren, wihrend die FC- und SD-Terme der
Gleichungen 5.7 und 5.8 auf Triplett-Operatoren basieren, die das magnetische Mo-
ment der Kerne mit den Spins der Elektronen verbinden. In die DSO und PSO
Operatoren gehen die Abstédnde der Atomkerne zu den Elektronen mit der zweiten
Potenz im Nenner ein. Dadurch fithren groffe Absténde zu kleinen Kopplungen. In
vielen Fillen wird die isotrope J-Kopplung am stérksten durch den FC Operator
beeinflusst, da dieser Anteil der Kopplung einen grofien Vorfaktor mit %’r enthélt.
Fiir die FC-Wechselwirkung ist allerdings eine genaue Beschreibung der elektroni-
schen Aufenthaltswahrscheinlichkeit um den Atomkern essentiell. Dies erfordert in
vielen Berechnungen grofle Basissétze von Gaussfunktionen.

Der anisotrope Anteil der J-Kopplung, der bei Messungen mit NMR in Losung
allerdings keine Rolle spielt, wird am stédrksten durch den kombinierten FC- und
SD-Anteil beeinflusst. Gerade bei ! J-Kopplungen spielen die DSO-, PSO- und SD-
Operatoren nur eine untergeordnete Rolle, konnen allerdings bei Spin-Spin-Kopp-
lungen iiber mehrere Bindungen nicht vernachléssigt werden.

In DFT-Berechnungen werden {iber einen kombinierten numerischen und analy-
tischen Ansatz, der Finite Pertubation Theory (FPT) genannt wird [152, 153], die
Terme fiir die Operatoren der J-Kopplung gelost. Die Elektronen werden dabei mit

einem Satz an Gaussfunktionen beschreiben. Mit den heute zur Verfiigung stehenden
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Methoden ist es dadurch méglich, die J-Kopplung zwischen zwei Spins theoretisch

zu ermitteln.

5.4 TAR-RNA

Die Untersuchung der Konformation der 2’-Hydroxylgruppe mit der NMR-Spektros-
kopie erfolgt in dieser Arbeit an einem Abschnitt einer RNA, der TAR (Tat Activation
Response Region)-RNA, auf die in diesem Kapitel ndher eingegangen werden soll.
Die TAR-RNA spielt bei der Replikation der HI (Human Immundeficiency)-Viren
eine Rolle [154, 155].

Der Zyklus der HI-Viren Replikation lésst sich in zwei Phasen einteilen. Nach dem
Eindringen des Virus in eine eukaryontische Zelle wird in einer inversen Transkription
das Erbgut des Virus in das Erbgut der Zelle integriert. Anschlieend beginnt sich der
Virus iiber die zelleigene Transkription und Translation zu replizieren. Dabei nutzt
er sowohl die Regulation durch die Zelle als auch die Regulation durch Mechanismen,
die auf seinem eigenen Erbgut beruhen [156, 157].

Die Transkription der HI-Viren wird vorrangig durch das virale Tat-Protein
(Transcriptional Activator) reguliert [158]. Die Regulation erfolgt nicht bei der In-
itiation der Transkription, sondern erst bei der Elongation. Wie in Abbildung 5.6
dargestellt, wird die mRNA iiber den Promotor hinaus nur verldngert, wenn das
Tat-Protein an einen Teil der mRNA bindet, der vor dem Promotor kodiert wird.
Ansonsten kommt es zu keiner signifikanten Verldngerung der mRNA durch die Po-
lymerase II [159]. Das Tat-Protein aktiviert somit die Transkription, indem es an
das TAR am 5’-Ende der mRNA bindet. Neben dem TAR/Tat-Komplex werden zur
Stabilisation und Weiterfithrung der Transkription durch die Polymerase II noch die
menschlichen Proteine CyclinT und CDK9 benétigt [160, 161]. Die TAR-RNA von

DNA

3 TAR Promotor  |——] Gen b——o0=:

Abbildung 5.6: Schema der Transkription eines HIV-Gens. Bindet das Tat-Protein an die
TAR-RNA, kommt es zu einer Elongation der Transkription iiber den Promotor hinaus. Die

Transkription wird jedoch gestoppt, sollte es zu keiner Aktivierung der Polymerase Il kommen.

HIV-I und HIV-II unterscheiden sich. Die TAR-RNA aus HIV-I besteht aus 43 Nu-
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kleotiden. Die Bindung zum Tat-Protein erfolgt iiber die trinukleotide Auswolbung.
Die TAR-RNA aus HIV-II besteht aus 123 Nukleotiden, die drei hairpin-Strukturen
[162], wie in Abbildung 5.7 gezeigt, ausbildet. Die Bindung an das Tat-Protein er-
folgt iiber die als stem-loop 1 und 2 bezeichneten Regionen. Beide Regionen koénnen
unabhéngig voneinander an das Tat-Protein binden [163]. In HIV-II erfolgt die Bin-
dung des Proteins im stem-loop 1 vor allem im Bereich des dinukleotiden bulge 1
der TAR-RNA. Hier kommt es zu Wasserstoffbriickenbindungen und elektrostati-
schen Wechselwirkungen zwischen der Guanidingruppe eines Arginins des Tat und
dem Phosphatriickgrat sowie den Basen der TAR-RNA in der grofien Furche der
Auswolbung [164, 165].

TAR-RNA
aus HIV-II

Abbildung 5.7: Berechnete Sekundarstruktur der TAR-RNA aus HIV-Il. Die RNA besteht
aus drei stem-loop-Bereichen. In den Auswdlbungen des stem-loop 1 und 2 erfolgt die Bindung
zum Tat-Protein [162].

Obwohl das Tat-Protein sowohl an den Auswolbungen des stem-loop 1 der TAR-
RNA als auch an stem-loop 2 bindet, zeigen Mutationen an beiden Bindungsstellen,
dass die Transkriptionsrate nur von Anderungen im stem-loop 1 beeinflusst wird.
Mutationen in der Auswolbung des stem-loop 1 verringern die Transkriptionsrate
auf 30 % des Wildtyps, wiahrend Mutationen in stem-loop 2 die Transkription nicht
beeinflussen. Demnach ist der stem-loop 1 der essentielle Bereich in der TAR-RNA,
der die Bindung an das Tat-Protein und die Elongation der Transkription beeinflusst
[166].






Kapitel 6
Zielsetzung

Die RNA unterscheidet sich von der DNA durch die 2’-Hydroxylgruppe und die
Methylgruppe des Thymins. Diese kleinen konstitutionellen Unterschiede fiihren zu
konformationellen Unterschieden, wie zum Beispiel der Helix, die bei der DNA in
der Regel in der B-Form, bei der RNA aber in der A-Form vorliegt. Auch weist
die RNA eine grolere Vielfalt an Sekundéarstrukturelementen auf, die ihr eine grofie
funktionelle Vielfalt erdffnet. Deshalb ist es von grofitem Interesse, die Konformation
der 2’-Hydroxylgruppe zu untersuchen und die strukturellen Unterschiede zur DNA

zu erortern. Dafiir sollen die folgenden Schritte durchgefiihrt werden.

1) Die 3 J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe werden in der TAR-RNA aus HIV-
IT mit der NMR-Spektroskopie gemessen. Die TAR-RNA bietet sich fiir die Analyse
an, da sie alle wichtigen strukturellen Merkmale der RNA wie Helices, Auswolbungen
und Schleifen aufweist und strukturell und NMR-spektroskopisch sehr gut charak-

terisiert ist.

2) Um die gemessenen *J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den H2'-, C1’-
und C3’-Atomen in den Dihedralwinkel dieser funktionellen Gruppe umsetzen zu
kénnen, wird mit Hilfe von ab initio Kalkulationen die Winkelabhéngigkeit der hete-
ronuklearen 3.J-Kopplungen untersucht. Die daraus erhaltenen Karplus-Beziehungen

werden fiir die Interpretation der Kopplungen verwendet.

3) NOEs der 2’-Hydroxylgruppe kénnen ebenfalls zur Bestimmung der Konfor-
mation verwendet werden. Je nachdem in welcher Orientierung die 2’-Hydroxylgruppe
vorliegt, unterscheiden sich die NOEs zu den Wasserstoffatomen in der Base oder
der Ribose. Durch die grofle Wasserstoffatomdichte in der Ribose der RNA ist es
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allerdings essentiell, die NOEs zu simulieren, um den Einfluss von Spin-Diffusion in
der Ribose einschétzen zu kénnen, da Spin-Diffussion die Grofle der NOEs beein-

flusst und diese falsch interpretiert werden kénnen.

4) Die ®Jyon-Kopplungen in Kombination mit den Karplus-Beziehungen und
die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe werden zur Analyse der Konformation der 2’-
Hydroxylgruppe eingesetzt.



Kapitel 7

Ergebnisse: Die Konformation der

2’-Hydroxylgruppe in der RNA

Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe in der RNA kann iiber die 3.J-Kopplungen
sowie iiber NOEs bestimmt werden. Um die 3.J-Kopplungen in die passenden Di-
hedralwinkel umzusetzen, werden die korrespondierenden Karplus-Beziehungen be-
notigt. Diese wurden in der hier vorliegenden Arbeit mit Hilfe von DFT-Kalkulationen
mit dem Programm Gaussian [167] ermittelt. Da die 2’-Hydroxylgruppe mit Was-
ser in einem Austausch steht, werden die Kopplungen bei Temperaturen unter 5°C’

gemessen.

7.1 Messungen der *J- und °*J-Kopplungen der
2’-Hydroxylgruppe

Wie in meiner Diplomarbeit [168] gezeigt, kénnen die 3.J-Kopplungen der 2’-Hy-
droxylgruppe zu den C1’-, C3’- und H2-Atomen in *C-editierten ct-HSQCs mit
Hilfe der J-quantitativen Korrelation bei 5°C' gemessen werden [141, 169]. Fiir je-
de 3.J-Kopplung werden zwei Spektren aufgenommen. In einem Spektrum evolviert
die Kopplung der 2’-Hydroxylgruppe zu den C1’-, C3’- und H2’-Atomen, in dem
anderen Spektrum wird diese Kopplung refokussiert. Aus der Differenz der Signal-
integrale der beiden Spektren kann dann die 3.J-Kopplung bestimmt werden [141].
In weiterfithrenden Arbeiten haben Ying et al. 2006 eine Pulssequenz veroffentlicht,
mit deren Hilfe gleichzeitig die 2J- und 2J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe sowie
deren NOEs bestimmt werden kénnen [170].
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In Abbildung 7.1 sind die 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den C1'-,
C3- und H2-Atomen der TAR-RNA aus HIV-II dargestellt. Die homonuklearen 3.J-
Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den H2’-Atomen variieren zwischen 0,0 Hz
und 6,0 Hz. Die heteronuklearen 3J-Kopplungen mit den C1-Atomen liegen zwi-
schen 0,0 Hz und 4,5 Hz, wihrend die 3.J-Kopplungen mit den C3’-Atomen in einem
Bereich zwischen 0,0 Hz und 6,0 Hz zu finden sind. Die *Jyox c1--Kopplungen sind
also insgesamt kleiner als die ®Jyom c3-Kopplungen. Die Fehler der Kopplungen
werden iiber eine Fehlerfortpflanzung aus dem Verhéltnis des Signals zu Rauschen
bestimmt. Dafiir werden verschiedene Rauschspuren auf die Signalspuren eines Spek-
trums addiert und die Standardabweichung der Signale ermittelt. Diese gehen in die

Fehlerfortpflanzungen bei der Bestimmung der Kopplungen ein.
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Abbildung 7.1: 3.J-Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe mit den H2'- (B), C1'- (C) und C3'-
Atomen (D) der TAR-RNA aus HIV-Il (A) bei 5°C [141].

Die Kopplungen werden bei 5°C und 1°C (274 K) bestimmt. Unterscheiden sich
die Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe bei diesen beiden Temperaturen, tauschen
diese Wasserstoffatome mit dem Wasser wihrend der Evolutionszeit dieser Kopp-
lungen von 25 ms in der Pulssequenz aus und nivellieren so die Kopplungen, so dass
sie fiir die Auswertung nicht verwendet werden kénnen. Des weiteren ist es moglich,

dass die Hydroxylgruppen einem konformationellen Austausch unterliegen. Diese
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Konformationen weisen bei den beiden Temperaturen unterschiedliche Populationen
auf und skalieren dadurch die Kopplungen. Die Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe
fiir die kurze Helix-2 der TAR-RNA unterscheiden sich bei den beiden Temperatu-
ren, so dass diese durch den Austausch der 2’-Hydroxylgruppe mit Wasser gegen 0
gemittelt werden. Ebenso ist es moglich, dass ein konformationeller Austausch auf-
tritt, indem die beiden Konformationen bei 5°C' und 1°C" unterschiedlich populiert
sind. Es wird dann der Mittelwert der Kopplungen fiir beide Konformationen in
Abhiingigkeit von der Population gemessen. Die 3J-Kopplungen fiir die Helix-1 sind
bei beiden Temperaturen innerhalb des Fehlers identisch. Hier ist der Austausch so
langsam, dass die Kopplungen genau bestimmt werden kénnen. Der Austausch der
2’-Hydroxylgruppe ist also abhéngig von der Lénge der Helix und damit von deren
Stabilitat.

g16
@ 90,0

13C [ppm]

1H [ppm]

Abbildung 7.2: ct-HSQC-Spektrum mit einer Evolutionszeit von 25 ms bei 5 °C'. Abgebildet
ist das Referenzspektrum. Die Signale sind den einzelnen H1'- und C1'-Atomen der Nukleotide
zugeordnet. Das Kreuzspektrum unterscheidet sich nur in der Intensitdt der Signale vom Refe-
renzspektrum, deshalb ist es an dieser Stelle nicht abgebildet. Die Bestimmung der Kopplungen
der Nukleotide, deren Signale sich in der Ndhe der Wasserresonanz befinden, ist schwierig, da

es hier zu Uberlagerungen kommt.

Die Austauschrate der 2’-Hydroxylgruppe kann iiber die Kreuzsignale mit dem
Wasser in einem NOESY bestimmt werden. Durch die Uberlagerung der Resonanzen
ist dies nur fiir das Nukleotid ¢19 moglich. Die Austauschrate k., betrégt fiir ¢19
15 Hz bei 5°C'. Die Raten der 2’-Hydroxylgruppen in der Helix-1 sollten auf Grund
der identischen Kopplungen bei 5°C und 1°C vergleichbar sein, wahrend die Raten

in der Helix-2 kleiner sein sollten.
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In Abbildung 7.2 ist das Referenzspektrum des 3C-editierten HSQCs fiir die
3 Jyom.cr-Kopplungen dargestellt. Aus den Integralen der Resonanzen aus den ge-
koppelten und refokussierten Spektren wird die 3.J-Kopplung bestimmt. Da sich die
Signale der C1’H1’-Korrelationen in der Néhe des Wassersignals befinden, ist die
Extraktion der Kopplungen schwierig, da diese vom Wassersignal beeinflusst sein
konnen.

Die 2J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den C2’-Atomen kénnen mit Hil-
fe des ct-HMQC-IPAP-NOESY gemessen werden [170]. Sie sind in Abbildung 7.3
fiir die TAR-RNA aus HIV-II dargestellt. Die ?Jo 0, co-Kopplungen liegen zwischen
-4,6 Hz und 0,0 Hz und konnen ebenfalls fiir die konformationelle Analyse der 2’-
Hydroxylgruppe herangezogen werden. Die Fehler der Kopplungen werden iiber eine
Fehlerfortpflanzung aus dem Verhéltnis des Signals zu Rauschen, wie bereits in die-

sem Kapitel fiir die 3J-Kopplungen beschrieben, bestimmt.
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Abbildung 7.3: 2J-Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe mit den C2'-Atomen der Helix 1 der
TAR-RNA. Die Kopplungen liegen zwischen -4,6 Hz und 0,0 Hz.

7.2 Ab-initio Kalkulationen der ?J- und *J-Kopp-
lungen der 2’-Hydroxylgruppe

Ab initio Methoden eignen sich zur Kalkulation von unterschiedlichen NMR-Para-
metern, wie chemischer Verschiebungen oder .J-Kopplungen. Da vor allem die 3.J-
Kopplungen eine starke Winkelabhéngigkeit besitzen, eignen sie sich ideal zur Be-

stimmung der Konformation einer chemischen Verbindung. Stehen zwei vicinale Ato-
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me trans zueinander, sind die 3J-Kopplungen grofier als wiirden sie cis zueinander
stehen.

Fiir die Kalkulation der NMR~Parameter wurden DFT-Kalkulationen auf Basis
des Programms Gaussian verwendet [167]. Fiir die Berechnung der Parameter sind
die verwendeten Basissidtze ausschlaggebend, da deren Funktionen zur Beschreibung
der Elektronendichte verwendet werden. Grofle Basissétze enthalten eine groflere An-
zahl an Funktionen. Diese zusétzlichen Funktionen fiithren vor allem zu einer besseren
Beschreibung der Elektronendichte um die Atomkerne. Da manche Anteile der Spin-
Spin-Kopplungen vor allem auf Interaktionen der Elektronen um die Kerne basieren,
werden diese Anteile der Kopplung, zum Beispiel die Fermi-Dirac-Wechselwirkung,
mit groferen Basissidtzen besser beschrieben. Natiirlich fithren grofiere Basissétze zu
einem erhohten Rechenaufwand, so dass es gilt, einen Kompromiss zwischen der Kal-
kulationsdauer und einer idealen Beschreibung des Systems zu finden. Es ist nicht
moglich, die Berechnung der NMR-Parameter an einer RNA zu vollfithren, weil die-
ses System fiir eine Berechnung zu grofl wére. Deshalb ist es wichtig, Modellsysteme
auszuwéhlen, die die RNA gut reprisentieren und an denen die Berechnungen durch-
gefithrt werden konnen.

Um zu verhindern, dass die Berechnung der J-Kopplungen an Modellmolekiilen
stattfindet, die konformationell und energetisch ungiinstig sind, wird zunéchst fiir
jedes Modellsystem eine Geometrieoptimierung vorgenommen und darauthin die J-
Kopplung berechnet. Das Modellsystem fiir die Berechnung ist in Abbildung 7.4
dargestellt.

Abbildung 7.4: Modellsystem fiir die Berechnung der 3.J-Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe
mit den C1'-, C3'- und H2'-Atomen sowie der 2.J-Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe mit den
C2'-Atomen. Das Modellsystem wurde fiir die Berechnung der Kopplungen mit der Ribose in

der C2’-endo- als auch in der C3'-endo-Konformation verwendet.
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Als Modellsystem fiir die DFT-Berechnung wird eine Ribose mit einer Amino-
gruppe am C1’-Atom anstatt der Base verwendet und eine methylierte Phosphat-
gruppe am C3’-Atom. Es wurden auch Berechnungen mit einer Dimethylamino- an-
statt der Aminogruppe durchgefiihrt. Die Methylgruppen wirken sich allerdings nicht
auf die Joog-Kopplungen aus. Die Konformation der Ribose spielt eine mafigebliche
Rolle und beeinflusst die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe. Die RNA liegt in der
Regel helikal in der A-Form vor. Hier nimmt die Ribose die C3’-endo-Konformation
ein, wihrend die Ribose in unstrukturierten Bereichen wie Auswo6lbungen und Schlei-
fen in einem konformationellen Gleichgewicht zwischen C2’- und C3’-endo-Konforma-
tion vorliegt, wie in Abbildung 7.5 dargestellt. Dieses konformationelle Gleichge-
wicht, der sugar pucker, erschwert die Auswertung der Kopplungen in den unstruk-
turierten Bereichen, da die Populationen der Konformationen unbekannt sind. Des-
halb sind vor allem die Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe in den Helices der RNA
interpretierbar, da hier die Ribose ausschliellich in der C3’-endo-Konformation vor-
liegt [99].

Cy-endo

C, -endo

Abbildung 7.5: Die moglichen Konformationen (a) C3'-endo und (b) C2'-endo der Ribose
in RNA und DNA. Die DNA nimmt in der Helix der B-Form die C2'-endo-; die RNA in der
Helix der A-Form die C3'-endo-Konformation ein. In nicht helikalen Bereichen befindet sich die

Ribose in einem Gleichgewicht der beiden Konformationen [99].

Die Kalkulationen der J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe werden deshalb
fiir das Modellmolekiil mit der Ribose in der C3’-endo-Konformation vorgenom-
men. Als Basissitze fiir die Beschreibung der Elektronendichte werden b3lyp/6-
31g(d), b3lyp/6-311g(2df, 2pd) und b3lyp/6-311++g(2df, 2pd) verwendet [171, 172].
Die Basissitze b3lyp/6-311g(2df, 2pd) und b3lyp/6-311++g(2df, 2pd) enthalten
zusitzliche Funktionen, die vor allem die Elektronendichte um den Atomkern her-
um besser beschreiben. Der Basissatz b3lyp/6-311++g(2df, 2pd) enthélt zusétzlich
Funktionen, die die Unschérfe der Elektronendichte in den Orbitalen durch die Hei-

senbergsche Unschérferelation eingehender beschreiben.
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Die Geometrieoptimierung wird mit dem gleichen Basissatz durchgefiihrt wie die
Berechnung der Kopplungen. Damit die Ribose ihre Konformation behélt, werden
die Bindungswinkel im Phosphatriickgrat bei der Optimierung eingefroren. Damit
andert sich der sugar pucker der Ribose zwar leicht, bleibt aber in der C3’-endo-
Konformation. Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe wird zur Berechnung der
einzelnen Kopplungen bei vorgegebenem Dihedralwinkel in 20 °-Schritten ebenfalls
fixiert. Anschliefend erfolgt die Berechnung der NMR-Parameter mit demselben

Basissatz.

In Abbildung 7.6 sind die kalkulierten 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe
mit den C1’-Atomen fiir die drei verschiedenen Basissétze angegeben. Die Karplus-
Kurven, berechnet mit den beiden Basisséitzen b3lyp/6-311g(2df, 2pd) und b3lyp/6-
311+-+g(2df, 2pd), sind sehr dhnlich. Die Verwendung diffuser Elektronenfunktionen
in den Basissétzen erhthen zwar signifikant die Rechenzeit, das Ergebnis ist aller-
dings vergleichbar, so dass der Basissatz b3lyp/6-311g(2df, 2pd) fiir die Berechnung
der 2J- und 3J-Kopplungen ausreichend ist. Die Karplus-Kurve mit dem kleinen
Basissatz b3lyp/6-31g(d) unterscheidet sich im Maximum bei einem Dihedralwin-
kel von 60 ° signifikant von den Karplus-Kurven, die mit den grofleren Basissétzen
berechnet wurden. In dieser Konformation fiithrt die bessere Beschreibung der Elek-
tronendichte um die Atomkerne mit den Basissétzen b3lyp/6-311g(2df, 2pd) und
b3lyp/6-311++g(2df, 2pd) zu einer hoheren Kopplung von 12 Hz.

b3lyp/6-311++g(2df, 2pd)
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Abbildung 7.6: Berechnete Karplus-Kurven fiir die 3J2/0H’Cl/—KoppIungen mit den drei
Basissdtzen b3lyp/6-311++g(2df, 2pd) (rot), b3lyp/6-311g(2df, 2pd) (blau) und b3lyp/6-
31g(d) (griin).
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In Abbildung 7.7 sind alle Karplus-Kurven fiir die 2J- und 3J-Kopplungen der
2’-Hydroxylgruppe dargestellt. Die Kalkulationen sind mit dem Basissatz b3lyp/6-
311g(2df, 2pd) ausgefithrt worden. Die Karplus-Beziehung fiir die homonukleare
3 Jyom ma-Kopplung lautet (Abbildung 7.7 (A)):

*Jyommy = 11,8c08%0 — 2, 2cos0 — 0,7 (7.1)

Zum Vergleich ist bei der ab-initio kalkulierten Karplus-Bezichung der 3.J50 HH2' -
Kopplung die von Fraser et al. experimentell mit 33-Acetoxy-503,63-Oxidocholestan-
19-ol bestimmte Karplus-Kurve dargestellt (blau gestrichelte Linie) [147]. Die expe-
rimentell bestimmte Karplus-Beziehung stimmt sehr gut mit der kalkulierten Kurve
iiberein. Das Maximum der Beziehung bei 180° ist bei der berechneten Kurve ca.
2,0 Hz grofer als bei der experimentell bestimmten Kurve. Der Verlauf der Bezie-
hungen gleicht sich sehr stark. Das ausgewéhlte Modellmolekiil eignet sich also fiir
die Kalkulation.

Die Karplus-Beziehung der 3J2/OH, mo-Kopplung erreicht ihr globales Maximum
von ca. 14 Hz bei 180 °. Hier stehen die beiden Wasserstoffatome 2’0OH und H2’ trans
zueinander. Dies fithrt zu der grofen Kopplung. Globale Minima hat die symmetri-
sche Karplus-Beziehung bei 80° und 270°; hier sind die beiden Wasserstoffatome
2’0OH und H2’ gauche.

Die Karplus-Beziehung fiir die heteronukleare 3Jy o c1-Kopplung lautet (Ab-
bildung 7.7 (B)):

*Jyomcr = 9,6sin*(0 + 30,0) + 3, 3sin(f + 25,3) — 1,0 (7.2)

wihrend die Karplus-Beziehung fiir die heteronukleare ®Jy o c3-Kopplung lautet
(Abbildung 7.7 (B)):

*Jyomcy = 5,9sin*(0 — 33,2) — 1,0sin(6 — 27,0) — 0,4 (7.3)

Die beiden heteronuklearen Karplus-Beziehungen der ®Jyom o1/ scz-Kopplungen
sind asymmetrisch und unterscheiden sich voneinander. In Abbildung 7.7 sind die
Karplus-Kurven der kalkulierten heteronuklearen 2.J-Kopplungen (kontinuierliche
Linie) im Vergleich mit zwei an Alkane angelehnte Karplus-Beziehungen (gestrichel-
te Linie) dargestellt, die zunéchst fiir die konformationelle Analyse der 2’-Hydroxyl-
gruppe verwendet wurden [141]. Die gendherten Karplus-Beziehungen wurden aus
den Karplus-Kurven fiir die ®Jo y-Kopplungen in Alkanen ermittelt. Die Koeffizi-
enten der Beziehung wurden dabei skaliert, um die mittlere Kopplung der 3.Jc o~

Kopplung in Ethanol zu reflektieren [144].
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Abbildung 7.7: Karplus-Beziehungen fiir die Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe (A)
mit den H2'-Atomen ab initio (blau) und experimentell bestimmt mit 3/3-Acetoxy-503,60-
Oxidocholestan-19-ol (blau gestrichelte Linie) [147]; (B) ab initio mit den C1'-Atomen (rot)
sowie C3'-Atomen (griin) und ndherungsweise fiir die C1'-(rot gestrichelt) und C3'-Atome (griin
gestrichelt); (C) berechnet mit den C2'-Atomen (rosa). Die bevorzugten Konformationen der

2'-Hydroxylgruppe laut der MD-Simulationen sind in gelb hinterlegt [139].
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Die kalkulierte Karplus-Beziehung der *.Jy oy c3-Kopplung weist ein globales Ma-
ximum von 6,5 Hz bei 302° auf. Falls die Konformationen gauche +, gauche - und
trans gleiche Populationen aufweisen, fiihrt dies zu einer mittleren Kopplung von
2,3 Hz; diese mittlere Kopplung stimmt recht gut mit der mittleren ®Jo o g-Kopplung
in Ethanol von 2,9 Hz tiberein [144].

Die Karplus-Beziehung der ®Jy o cr-Kopplung weist ein globales Maximum
von 11,6 Hz bei 62° auf. Diese Kopplung weicht sehr stark von dem Maximum
der zuvor angendherten Karplus-Kurve ab. Die beiden kalkulierten heteronuklea-
ren 3Jyo H,c1/cy-Kopplungen sind also sehr asymmetrisch. Um dieses Phinomen zu
verstehen, wurden DFT-Kalkulationen an den folgenden Molekiilen mit Dihedral-
winkeln der Hydroxylgruppen (H-C-O-H) von 60 ° und 300° durchgefiihrt:

1) 1-Methyl-3-Phosphatomethylpropan-2-ol-1-aminoether

2) 1-(Dimethylamino-)1,3-Dimethoxybutan-2-ol

3) 2,4-Dimethoxypentan-3-ol

Die heteronuklearen ®.Jo o1/ /cz-Kopplungen der Modellsubstanzen, in der Tabelle
7.1 dargelegt, sind jeweils bei 60 ° beziehungsweise 300 ° sehr &hnlich. Die Asymme-
trie der beiden heteronuklearen Kopplungen ist also in der zyklischen Struktur der

Ribose begriindet.

Tabelle 7.1: 3.J-Kopplungen der 2'-Hydroxylgruppe mit den Modellmolekiilen 1-Methyl-3-
Phosphatomethylpropan-2-ol-1-aminoether, 1-(Dimethylamino-1,3-Dimethoxybutan-2-ol und
2,4-Dimethoxypentan-3-ol bei 60° und 300° in Hertz.

1-Methyl-3-Phosphato | 1-(Dimethylamino-) | 2,4-Dimethoxy
methylpropan-2-ol- 1,3-Dimethoxy pentan-3-ol
1-aminoether butan-2-ol
0 60° 300° 60° 300° 60° 300°
SJyomcy || 8,4 0,6 8,1 0,8 8,1 0,7
SJyvomcy || 0,8 7,3 0,9 7,8 0,8 8,0
SJyommy || 2,4 1,9 1,9 1,6 1,7 1,6

Auch Wasserstoffbriickenbindungen koénnen die Kopplungen der 2’-Hydroxyl-
gruppe beeintriachtigen, da sie die Elektronendichte der Hydroxylgruppe verandern.
Deswegen wurden die 3J2/0H701/-K0pp1ungen bei einem Dihedralwinkel (H2-C2’-

O2’-H) von 62° in Abwesenheit eines Wassermolekiils sowohl als Elektronenak-
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zeptor als auch als Elektronendonator bestimmt. Die Wasserstoftbriickenbindung
der 2-Hydroxylgruppe reduziert die *Jyop c1--Kopplung bei 62° allerdings nur um
0,8 Hz. Auch die Konformation der Ribose kann sich auf die 3J-Kopplungen der 2’-
Hydroxylgruppe auswirken. Neben der C3’-endo-Konformation, fiir die die Karplus-
Beziehungen der 2’-Hydroxylgruppe in Abbildung 7.7 dargestellt sind, nimmt in der
RNA die Ribose auch die C2’-endo-Konformation ein. Die Berechnung der NMR-
Parameter mit Hilfe von DFT-Kalkulationen stellt sich hier allerdings als schwie-
rig dar, neigt die Ribose wihrend der Geometrieoptimierung doch dazu, eine an-
dere Konformation einzunehmen. Dies lasst sich durch das Fixieren des Phospha-
triickgrates nicht verhindern. Deshalb konnten die 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxyl-
gruppe nur fiir die Dihedralwinkel (H2'-C2’-02’-H) 0°, 80°, 100°, 160°, 180°, 200 °,
220°, 240°, 260 ° und 300 ° bestimmt werden. Die ®Jy oz c1-Kopplungen, kalkuliert
mit dem Basissatz b3lyp/6-311g(2df, 2pd), sind in Abbildung 7.8 zum Vergleich mit
der Karplus-Beziehung der *Jyon c1--Kopplungen mit der Ribose in der C2-endo-

Konformation dargestellt.
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Abbildung 7.8: Karplus-Beziehung der 3J2/0H701/—Kopplungen mit der Ribose in der C3'-

endo-Konformation (blau) und C2'-endo-Konformation (violett).

Bei einem Dihedralwinkel (H2’-C2-02’-H) von 100° ist die ? Joop c1-Kopplung
in der C2-endo-Konformation der Ribose um 2,2 Hz kleiner als in der C3’-endo-
Konformation. Auch bei einem Dihedralwinkel von 80° ist die Kopplung in der
C2-endo-Konformation um 2,4 Hz kleiner als in der C3’-endo-Konformation. Die ®.J-

Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe bei den unterschiedlichen Dihedralwinkeln (H2’-
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C2’-02’-H) sind also abhéingig von der Konformation der Ribose. Die Unterschiede
der 3J-Kopplungen sind allerdings gering und kénnen nur bei sehr genau ermittelten

Kopplungen beriicksichtigt werden.

Die Karplus-Beziehung fiir die heteronukleare ?Jy o co-Kopplung lautet (Ab-
bildung 7.7 (C)):

?Jyomcy = 0,6c05*(0 +5,9) — 0, 2cos*(0 — 46,1) — 0,4cos(0 — 21,2) — 2,8 (7.4)

Die 2J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den C2-Atomen sind, wie in
Abbildung 7.7 ersichtlich, negativ. Auch die Karplus-Beziehung dieser 2Jyopn co-
Kopplung andert sich bei den einzelnen Dihedralwinkeln. Es ist also theoretisch
moglich, auch diese Kopplung zur Bestimmung der Konformation der 2’-Hydroxyl-
gruppe heran zu ziehen. Allerdings variieren die Kopplungen nur zwischen ca. -2,6 Hz
und -3,3 Hz und stimmen damit mit den von Ying et al. bestimmten 2J2/0H702/-
Kopplungen iiberein [170]. Es ist also sehr wichtig, die *J-Kopplungen mit der NMR-
Spektroskopie prizise zu messen, um sie in einer konformationellen Analyse einsetzen

zu konnen.

7.3 NOEs der 2’-Hydroxylgruppe

7.3.1 Messung der NOEs der 2’-Hydroxylgruppe

Bei der Zuordnung der Resonanzen der 2’-Hydroxylgruppen in der TAR-RNA aus
HIV-II ist in den zweidimensionalen NOESY-Spektren in Abbildung 5.4 in Kapitel
5.1 ersichtlich, dass die 2’-Hydroxylgruppe eine Reihe von NOEs mit den Wasserstoft-
atomen der Ribose und der Base zeigt. Die Resonanzen der Hydroxylgruppe weisen
jedoch in den zweidimensionalen Spektren im Bereich der H2-, H3’-, H4’- und H5’-
Atome eine grofe Uberlagerung auf, die sowohl die Zuordnung als auch eine quantita-
tive Auswertung der NOEs zur Konformationsbestimmung erschwert [136]. Um das
Problem der spektralen Uberlagerung der Resonanzen zu verringern, konnen dreidi-
mensionale 3C-editierte NOESY-Spektren aufgenommen werden oder auch Proben
hergestellt werden, in denen jeweils nur ein Nukleotid 3C- und '° N-markiert ist.
Diese Ansitze wurden in dieser Arbeit zur Reduzierung der Uberlagerung erfolg-

reich kombiniert, wie in der Abbildung 7.9 ersichtlich.
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Abbildung 7.9: '3C-editiertes NOESY-Spektrum der TAR-RNA mit '3C- und N-
markierten Guanosinen: Kreuzsignale der 2'-Hydroxylgruppe mit den H4'- (A) und H1'- (B)

Atomen.

In diesem Spektrum koénnen die Integrale der Resonanzen auf Grund der gerin-
geren Uberlagerung quantifiziert werden, um den Abstand zwischen den beiden Ato-

men, zwischen denen der NOE auftritt, zu bestimmen. Der NOE kann in Form von

Wy = Wo

NOE =
Wi

(7.5)

beschrieben werden. Die Ubergangswahrscheinlichkeiten W fiir die Kreuzrelaxation

zwischen den Spins I und S betragen [173]:

1 h*919% 7.
Wy = — 7.6
"7 10 r8 14 (wr — wg)?72 (7.6a)
3 hPy2y2 T
W, = ——— 115 ¢ 7.6b
1790 rly 14 (wir? ( )
3R’ yiyd .
W, = 2L 10s T (7.6¢)

5 18 14 (wr + wg)?7?

~r ist das gyromagnetische Moment des Spins I, 7¢ das des Spins S. h entspricht
dem Planckschen Wirkumsquantum iiber 27, g ist die magnetische Feldkonstante
und w; — wg die Differenz zwischen den Energieniveaus o und Sa beziehungsweise

fiir w; + wg den Energieniveaus aa und B3, wie in Abbildung 7.10 dargestellt.



84

E A
4 BBy
S
W1 I
2 N
s T 3
o B
W | W2|S
1 s
o dg Wi

Abbildung 7.10: Kreuzrelaxation im Zweispinsystem mit den Spins | und S. Der NOE
beruht auf den beiden Ubergangswahrscheinlichkeiten Wy und W5 und fiihrt im NOESY zu

einem Kreuzsignal, das eine abstandsabhingige Intensitt besitzt [173].

Das Integral des NOEs I(x) ist proportional zu dem Abstand %6 zwischen den

beiden Atomen, zwischen denen der NOE auftritt:
% x I(z) (7.7)
x symbolisiert den NOE zwischen zwei beliebigen Protonen z.B. der Ribose ei-
ner RNA. Die Integrale der NOEs miissen fiir die Quantifizierung der Absténde
normalisiert werden. Fiir die Normalisierung werden die NOEs zwischen den 2’-
Hydroxylgruppen und den H1’-Atomen verwendet, so dass gilt:
rS(20OH, H1) _ I(2’OH, Hzx) (7.8)
r8(2’OH,Hz) I(2OH,HY’)

[(2’0OH,Hx) entspricht den Integralen der NOEs zwischen der 2’-Hydroxylgruppe
und den H2'- beziehungsweise H4’-Atomen. In Tabelle 7.2 sind die Verhéltnisse der
NOEs von den 2’0OH-/H2’- zu den 2’OH-/H1’-Atomen und von den 2’OH-/H4’- zu
den 2°0OH-/H1’-Atomen der TAR-RNA aufgelistet. Die Werte stammen fiir die Gua-
nosine aus einem dreidimensionalen *C-editierten NOESY mit einer Mischzeit 7,,
von 50 ms einer 3C- und '° N-markierten Guanosin TAR-RNA sowie fiir die Cytosi-

ne und Adenosine aus einem 3C-editierten NOESY einer vollmarkierten TAR-RNA

mit einer Mischzeit von 50 ms bei 5°C.

Diese Integral- beziehungsweise Distanzverhéltnisse koénnen nun in die Konfor-
mation der 2’-Hydroxylgruppe umgesetzt werden, falls die theoretischen Abstédnde
in der Ribose bekannt sind. Die Auswertung der NOEs erfolgt fiir die Nukleotide
mit der Ribose in der C3’-endo-Konformation in Kapitel 7.4.
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Tabelle 7.2: Verhiltnis der Resonanzintegrale der 2'OH-/H2'- zu den 2'0OH-/H1-NOEs,
beziehungsweise 2'OH-/H4'- zu den 2'0OH-/H1'-NOEs. Diese entsprechen einem Abstands-
verhiltnis von 78(2'OH, H1")/75(2’OH, Hz).

Nukleotid | [(2’°OH,H2") / I(2’OH,H1’) | I(2’OH,H4’) / I(2’OH,H1")
g17 1,54 0,19
c19 0,84 0,40
g21 1,05 0,16
26 1,25 0,26
a27 1,06 0,22
28 1,17 0,37
236 - 0,08
43 0,92 0,30
gd4 _ 0,15

7.3.2 Theoretische Ermittlung der Absténde der 2’-Hydroxyl-

protonen zu Wasserstoffatomen der Ribose und Base

Mit Hilfe von 3C-editierten NOESY Spektren werden die Abstinde zwischen den
2’-Hydroxylgruppen und den H2’- und H4’-Atomen, normalisiert auf die H1’-Atome,
ermittelt. Um diese anschlielend in die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe um-
setzen zu konnen, miissen die theoretischen Abstédnde in der Ribose bekannt sein.
Die RNA liegt als Helix in der A-Form vor mit einer C3’-endo-Konformation der Ri-
bose. In unstrukturierten Bereichen unterliegt die Ribose einem konformationellen
Austausch zwischen der C2’- und C3’-endo-Konformation. Dies macht die Auswer-
tung der NOEs fiir diese RNA-Bereiche komplex, da es schwierig ist, zu bestimmen,
inwiefern diese beiden Populationen besetzt sind und die Abstdnde der Wasserstof-
fatome in der Ribose beeinflussen. Deshalb werden die Abstéinde der H2’-, H3’- und
H4’-Atome zu den 2’OH-Atomen nur fiir die Ribose in der C3’-endo-Konformation
bestimmt. Natiirlich besteht auch in der C3’-endo-Konformation eine gewisse Vari-
anz in den Bindungswinkeln, so dass es eine Reihe von Orientierungen gibt, in denen
die Ribose die C3’-endo-Konformation erfiillt. Daher wird die Betrachtung der Ab-
standsabhéngigkeit der 2’-Hydroxylgruppe von den H2’- und H4’-Atomen normiert

auf die H1’-Atome fiir zwei Extrempositionen der C3’-endo-Konformation unter-
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nommen. Die Pseudorotationswinkel fiir die beiden Konformationen werden nach

der folgenden Formel berechnet [104]:

(02 — 04) — (01 — 04)

tanP =
= 00 (sin36 + sinT2)

(7.9)

Dabei entspricht 6, dem Dihedralwinkel um das C2’- und C3’-Atom in der Ribose,
0, dem Dihedralwinkel um das C3’- und C4’-Atom, 0y dem Dihedralwinkel um das
C4’- und O1’-Atom, 63 dem Dihedralwinkel um das O1’- und C1’-Atom und 6, dem
Dihedralwinkel um das C1’- und C2’-Atom. Die Pseudorotationswinkel betragen in

der einen Konformation P = 13°, in der anderen P = 43°.

Il
[ ]|

r(H1-2'0H)° / r(Hx'-2'OH)?

0 40 80 12‘0 | 1é0 | 200 240 ZéO 320 | 360
Dihedralwinkel H2-C2’-02’-2'OH [*]

Abbildung 7.11: Die Konformation der 2'-Hydroxylgruppe beeinflusst die Abstinde dieser
funktionellen Gruppe zu den anderen Wasserstoffatomen in der Ribose. Der Zusammenhang der
einzelnen Abstinde normiert auf die H1'-Atome zu der Konformation der 2'-Hydroxylgruppe

ist vor allem fiir die 2'OH- zu den H2'- (blau) und H4'-Atomen (gelb) augenscheinlich.

Wie in Abbildung 7.11 ersichtlich, héingen die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe mit
den H2’-, H3’- und H4’-Atomen von der 2’0OH-Orientierung und der Konformation
der Ribose ab. Die Orientierung der 2’-Hydroxylgruppe beeinflusst dabei besonders
die Abstandsrelationen zu den H2’- und H4’-Atomen, wiahrend der Abstand zum
H3’-Atom in Abhéngigkeit von dem Abstand zum H1’-Atom nur sehr wenig von
der Konformation beeinflusst wird. So liegen die NOEy o, g3~ Verhéltnisse je nach

Orientierung der 2’-Hydroxylgruppe zwischen 0,01 und 1,23. In Abhéngigkeit von
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der Grofle des experimentellen Fehlers ist dieses NOE-Verhéltnis in den unterschied-
lichen Konformationen nicht charakteristisch genug. Die NOEsy oq, mo weisen Rela-
tionen zwischen 0,16 und 12,83 auf. Sie unterscheiden sich demnach eindeutig in den
unterschiedlichen 2’0OH-Konformationen. Die 2’-Hydroxylgruppe bevorzugt laut der
MD-Simulationen von Egli et al. drei Konformationen. In der O3’-Doméne liegen
die Relationen zwischen 1,2 und 11, in der O4’-Doméne zwischen 0,2 und 0,5 und in
der Basen-Doméne zwischen 1,0 und 7,4. Mit Hilfe des NOEy op, mo-Verhéltnisses
kann also zwischen der O3’-Doméne beziechungsweise Basen-Doméne und der O4’-
Doméne unterschieden werden. Die Verhéltnisse innerhalb der O3’-Doméne und
Basen-Doméne sind identisch, so dass mit diesem Verhéltnis nicht zwischen die-
sen Orientierungen unterschieden werden kann. Die NOEy o g, ma-Relationen liegen
zwischen 0,02 und 8,19. In der O3’-Doméne betragen die Verhéltnisse 1,6 bis 7,8, in
der O4’-Doméne 0,1 bis 2,8 und in der Basen-Doméne 0,1 bis 0,2. Die NOEy o g, ma/-
Verhiltnisse unterscheiden sich in allen bevorzugten Orientierungen und sind inso-

fern préadestiniert fiir die Konformationsanalyse der 2’-Hydroxylgruppe.

Auch die Konformation der Ribose beeinflusst die Abstandsverhéltnisse der 2’-
Hydroxylgruppe. In Abbildung 7.11 ist fiir das NOEy oy ga-Verhéltnis (gelber Be-
reich), NOEy oy 3-Verhéltnis (roter Bereich) und die NOEy g go-Relation (blauer
Bereich) je nach Orientierung der 2’-Hydroxylgruppe ein Bereich angegeben. Je nach
C3’-endo-Konformation (P = 13° und P = 43°) der Ribose betragen zum Bei-
spiel die NOEy oy ga-Verhéltnisse bei einem Dihedralwinkel (H2-C2’-02’-2’0OH)
von 140° 8,2 oder 3,8. Bei dieser Orientierung unterscheiden sich die Relationen
erheblich. Dennoch beeinflusst der sugar pucker die NOE-Verhéltnisse nicht so er-
heblich, dass eine eindeutige Unterscheidung der 2’0OH-Konformation anhand der

Relationen nicht mehr moglich wére.

Ebenfalls kann der NOE der 2’-Hydroxylgruppe mit den H6- beziehungsweise
H8-Atomen in der Base fiir die Bestimmung der Konformation verwendet werden.
Da sich deren Abstdnde konstitutionell unterscheiden, muss jedoch zwischen Nu-
kleotiden mit Purin- und Pyrimidinbasen unterschieden werden. Die Pseudorotati-
onswinkel der Ribose fiir die beiden untersuchten Konformationen betragen fiir die
Analyse der Pyrimidinbase P = 16° beziehungsweise P = 43° und fiir die Purin-
base P = 13° beziehungsweise P = 43°. In Abbildung 7.12 ist die Abhéngigkeit
der NOEs der 2’-Hydroxylgruppe mit den H6- beziehungsweise H8-Atomen der
Pyrimidin- beziehungsweise Purinbasen, die auf die H1’-Atome normiert sind, auf

die Orientierung der 2’-Hydroxylgruppe gezeigt. Je nach Fehler, der in den NOESY-
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Spektren bestimmten Abstédnde, sind diese Korrelationen allerdings nur bedingt in
die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe umsetzbar, da die Verhéltnisse r¢(H1" —
20H)/r¢(H6/8—2'OH) relativ gering sind. In der O3’-Doméne liegen die NOEy o i me-
Relationen zwischen 0,06 und 0,7, in der O4’-Doméne zwischen 0,0 und 0,02 und in
der Basen-Doméne zwischen 0,03 und 0,25. Die NOE-Relationen zwischen der 2’-
Hydroxylgruppe und den H8-Atomen der Purinbasen sind in den unterschiedlichen

2’0OH-Konformationen vergleichbar.

Auch in diesem Fall beeinflusst die Konformation der Ribose die NOE-Verhéltnisse,
wie anhand des roten Bereichs fiir die Pyrimidin und des blauen Bereichs fiir die
Purinbasen in Abbildung 7.12 ersichtlich ist. Bei einem Dihedralwinkel (H2’-C2’-02’-
2’0OH) von 20° bis 90° ist auf Grund der Geometrie der Ribose die NOE-Relation

am stéirksten beeintréachtigt.

o
I
®) = x = H6
Q x = H8
X
I
—
~
oo
I
O
o
-
I
=
0 ‘\ \\\ /‘

0 40 80 120 160 200 240 280 320 360
Dihedralwinkel H2’-C2’-02’-2’0OH [°]

Abbildung 7.12: Auch die NOEs der 2'-Hydroxylgruppe zu den H6- (rot) und H8-Atomen
(blau) kdnnen zur Analyse der 2'OH-Konformation verwendet werden. Auch hier beeinflusst
der sugar pucker der Ribose merklich die Abstinde der Wasserstoffatome in der Ribose in

Abhangigkeit von der 2'-Hydroxylgruppenkonformation.

Die mit Hilfe der 3C-editierten NOESY Spektren gewonnen Absténde der 2’-
Hydroxylgruppe zu den H2’-, H3’-, H4’- und H6- beziehungsweise H8-Atomen in
Kapitel 7.3.1 kénnen also zur Bestimmung der Konformation dieser wichtigen funk-

tionellen Gruppe beitragen.
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7.3.3 Simulation der NOEs der 2’-Hydroxylprotonen zu den

anderen Wasserstoffatomen in der Ribose und Base

Die Ribose besitzt in Form der H1’, H2’, H3’, H4’ und H5’ viele Wasserstoffatome.
Wie in Kapitel 7.3 ersichtlich, kénnen die Kreuzsignale der 2’-Hydroxylgruppe mit
den H1’-, H2’- und H4’-Atomen in einem NOESY zur Ermittlung der Orientierung
dieser funktionellen Gruppe benutzt werden, da die Kreuzrelaxation eine Abstand-
sabhiingigkeit in Form von 7% enthilt. Durch die vielen Wasserstoffatome kann es
allerdings zu Spin-Diffusion kommen. Hier treten NOEs, wie in Abbildung 7.13 dar-
gestellt, wihrend der Mischzeit 7 nicht nur direkt zwischen zwei beteiligten Spins
H1” und H3’, sondern auch iiber einen dritten Spin H2" auf. Dadurch wird die Sig-
nalintensitit des NOEs zwischen den Spins H1” und H3’ beeinflusst und diese héngt
nicht mehr ausschlieflich vom Abstand zwischen den Spins H1’ und H3’ iiber r% ab,
sondern auch vom Abstand der Spins H1’ zu H2’ und H2’ zu H3’.

NH,
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Abbildung 7.13: Spin-Diffusion in der Ribose: Das Kreuzsignal zwischen den Atomen H1'
und H3' tritt durch den NOE direkt auf. Allerdings kommt es auch zu longitudinaler Relaxation
des H1'-Atoms mit dem H3’, der nun in der Mischzeit wiederum ebenfalls mit dem H2'-Atom
kreuzrelaxiert. Dadurch verandert sich die Signalintensitit des NOEs zwischen dem H1'- und
H3'-Atom.

Fiir die Interpretation der NOEs zur Konformationsbestimmung der 2’-Hydroxyl-
gruppe ist es also essentiell, diesen Effekt zu simulieren, um den Einfluss der Spin-
Diffusion bei der Auswertung der NOEs in der Ribose mit einbeziehen zu kénnen.
Die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe zu den Wasserstoffatomen H1’, H2’, H3" und
H4’ in der Ribose und H6 beziehungsweise H8 in der Base wurden mit TRIO
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(Transfer Interligand Overhauser Effect) simuliert. Dieses Programm benutzt einen
Voll-Relaxationsmatrix-Ansatz zur Simulation der NOEs und beriicksichtigt damit
die Spin-Diffusion [174, 175]. Falls die simulierten NOEs von Spin-Diffusion beein-
flusst werden, weist die NOESY Aufbaukurve einen parabolischen Verlauf auf. Ohne

Spin-Diffusion ist die Kurve linear.
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Abbildung 7.14: (A) NOESY Aufbaukurve des NOEs der 2'-Hydroxylgruppe mit dem
H4'-Atom bei einem Dihedralwinkel (H2'-C2'-02'-OH) von 0°. (B) Verhéltnis der NOE-
Intensitaten zwischen dem 2'OH- und H4'-Atom, normiert auf die H1'-NOEs, bei unterschied-
lichen Mischzeiten 7 von 0,001 s, 0,4 s, 0,5 s und 0,1 s. Die bevorzugten Konformationen der

2'-Hydroxylgruppe in Richtung des O3'-, O4'- und N3/02-Atoms sind in gelb hinterlegt.

In Abbildung 7.14 (A) ist eine NOESY Aufbaukurve fiir den NOE der 2’-Hy-
droxylgruppe mit dem H4’-Atom bei einem Dihedralwinkel (H2’-C2’-02’-OH) von
0° dargestellt. Die Kurve weist einen nicht-linearen Verlauf auf. Dies zeigt, dass der
NOE zwischen den beiden Atomen von Spin-Diffusion beeinflusst wird.

In Abbildung 7.14 (B) sind die Intensitéten der NOEs zwischen der 2’-Hydroxyl-
gruppe und den H4’-Atomen, normiert mit den NOEs zu den H1’-Atomen, bei Misch-

zeiten 7 von 0,001 s, 0,4 s, 0,5 s und 0,1 s dargestellt. Die Kurven unterscheiden sich
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in ihrem Maximum, das bei einer Mischzeit 7 von 0,001 s 10,5 erreicht und bei
einer Mischzeit 7 von 0,1 s ein Maximum von 7,8. Die simulierten NOEy s fa-
Verhéltnisse unterscheiden sich auf Grund der Spin-Diffusion vor allem im Bereich
des Maximums. Bei kleinen Verhéltnissen um Dihedralwinkel von 0° bis 60° und
180° bis 360° wirkt sich die Spin-Diffusion nicht markant aus. In der Abbildung
7.14 ist ersichtlich, dass sich die Intensitédtsverhéltnisse der NOEs trotz der Spin-
Diffusion zwischen den von der 2’-Hydroxylgruppe bevorzugten Konformationen in
der O3’-, O4’- oder Basen-Doméne sehr unterscheiden. In der O3’-Doméine liegen
die NOEyon, ga-Verhéltnisse bei einer Mischzeit 7 von 0,001 s zwischen 2,1 und
9,7 (Mischzeit 7 von 0,1 s zwischen 1,5 und 7,2), in der O4’-Doméne weisen die
NOEgyon, ma-Verhéltnisse bei einer Mischzeit 7 von 0,001 s Werte zwischen 0,2 und
4,0 (Mischzeit 7 von 0,1 s zwischen 0,2 und 3,2) auf und in der Basen-Doméne liegen
die Verhéltnisse zwischen 0,1 und 0,4 (Mischzeit 7 von 0,1 s zwischen 0,1 und 0,4).

Die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe in der Ribose werden also von Spin-Diffusion
beeinflusst. Allerdings ist der Effekt der Spin-Diffusion nicht so gravierend, als dass
die NOEs nicht zur Bestimmung der Konformation der 2’-Hydroxylgruppe herange-

zogen werden kénnen, wie von Ying et al. 2006 gezeigt wurde [170].

7.4 Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe

Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe kann mit den gemessenen ®.J-Kopplungen
bei 5°C' (278K) und den ab-initio kalkulierten Karplus-Beziehungen bestimmt wer-
den. Fiir die Bestimmung der Konformation der 2’-Hydroxylgruppe wurde folgende

Formel angewendet:

2 2
T = (ngle’fOHQ’ _Jé‘hle’?OHQ’) (‘]glz):i’S,OHy_Jtcge/?OHQ’)
- dJmes _|_ dJmes

c1/,0H2! c3/,0H2'

2
mes theo
+ (JH2’,OH2’ _JHQ’,OH2’) /3
dJmES

(7.10)

H2' ,OH2'

Stimmen die gemessenen Kopplungen J™ mit den aus den Karplus-Beziehungen
theoretisch ermittelten Kopplungen J%¢° {iberein, so geht der Zihler und damit
der gesamte Term gegen null. Ist die Abweichung aller theoretisch ermittelten und
gemessenen Kopplungen einer Hydroxylgruppe gleich den Fehlern der Messung, so ist

der gesamte Term eins. Koeffizienten T zwischen null und eins beschreiben deshalb
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realistische Bindungswinkel. Nur die Konformationen der 2’-Hydroxylgruppen der
Helix-1 der TAR-RNA konnen mit Hilfe der 3J-Kopplungen bestimmt werden, da
die 2’-Hydroxylgruppen der kiirzeren Helix-2 zu schnell mit Wasser austauschen, als

dass ihre 3 J-Kopplungen zur Konformationsanalyse verwendet werden kénnten.
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Abbildung 7.15: (A) Konformation der 2'-Hydroxylgruppe in der Helix-1 der TAR-RNA
von HIV-Il. Die 2'-Hydroxylgruppe nimmt Orientierungen in Richtung der O3'-Atome der
Ribose (blau) oder N3/02-Atome der Base (rot) ein. Die Konformation der iibrigen Nu-
kleotide (schwarz) konnte nicht ermittelt werden. (B) Bevorzugte Konformationen der 2'-

Hydroxylgruppe [139].

Die Konformationen der 2’-Hydroxylgruppen der Helix-1 und Auswoélbung der
TAR-RNA sind in Abbildung 7.15 dargestellt. Die Nukleotide c18, ¢19, g21, u23,
u25, c¢41 und g43 nehmen eine Konformation in Richtung der O3’-Atome der Ribose
mit einem Dihedralwinkel (H2'-C2’-02’-OH) von #=120° bis 130° ein. Sie bevorzu-
gen also die +transoide Doméne aus Abbildung 5.5. Die Nukleotide g17, g44 und
¢45 nehmen eine Konformation in Richtung des N3- beziehungsweise O2-Atoms der
Base mit einem Dihedralwinkel (H2’-C2’-02’-OH) von 6=270° bis 320° ein. Sie
bevorzugen die -cisoide Doméne. Die O4’-Doméne (- transoid) wird von keiner 2’-
Hydroxylgruppe eingenommen.

Die Konformationsanalyse wurde nur fiir 2’-Hydroxylgruppen in der Helix-1 und
Auswolbung ausgefiihrt, deren Ribose sich in der C3’-endo-Konformation befindet
[168].

Auch die in Kapitel 7.3.1 gemessenen und in Kapitel 7.3.2 theoretisch ermit-
telten NOEs der 2’-Hydroxylgruppe konnen zur Konformationsbestimmung her-
angezogen werden. Die Verhéltnisse der experimentell bestimmten NOEs der 2’-

Hydroxylgruppe fiir die Guanosine der TAR-RNA, sowie die von Ying et al. be-
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schriebenen Werte [170] stimmen allerdings nicht mit einer Konformation der 2’-
Hydroxylgruppe ausschliefilich in der Basen- oder O3’-Doméne iiberein. Auch wenn
der NOEyop ra in der Basendoméne immer kleiner als der NOEyop g1/ ist, so bein-
haltet eine ausschlielliche Population der Konformation in Richtung der N3- bezie-
hungsweise O2-Atome der Basen, dass das Verhéltnis NOEy oy g4 :NOEyop g1/ bei
ca. 0,1 liegt, wihrend das Verhéltnis NOEyon o :NOEyom g1/ kleiner als 2,0 ist
oder aber das Verhiltnis NOEyoq, g4 :NOEyom 17 miisste grofier als 0,1 und von
NOEsyon m2:NOEgy o m1r grofer als 2,0 sein. Dies gilt fiir NOEs, die in einer Ribose
mit einer Mischzeit 7 von 50 ms unter Anwesenheit von Spin-Diffusion, aufgenommen
wurden. Die mittleren Werte von 0,24 fiir das Verhéltnis NOEy o ga :NOEgom i1/
und 1,25 fiir das Verhéltnis NOEyon g2 :NOEyom g1 deuten auf einen konforma-

tionellen Austausch der 2’-Hydroxylgruppe hin. Dieser wird in Kapitel 8 diskutiert.






Kapitel 8

Diskussion: Auswirkungen der
2’-Hydroxylgruppe auf die
Hydrathiille der RNA

Die 2’-Hydroxylgruppe beeinflusst die Struktur der RNA grundlegend. Durch elek-
trostatische Wechselwirkungen innerhalb der RNA sowie mit Wassermolekiilen fithrt
sie zur Ausbildung der charakteristischen Sekundérstrukturmotive und ist mafigeb-
lich am Aufbau einer Hydrathiille um die RNA beteiligt, die sich wesentlich von
der Hydrathiille der DNA unterscheidet [99]. Die 2’-Hydroxylgruppe unterliegt bei
Raumtemperatur einem schnellen Austausch mit Wasser, so dass ihre Resonanz
in der NMR-Spektroskopie nur bei niedrigen Temperaturen um 5°C' beobachtet
werden kann [143]. So konnten bei niedrigen Temperaturen die Resonanz der 2’-
Hydroxylgruppe in einem Tetraloop in Wasser [143] und einige chemische Verschie-
bungen einer RNA-Doppelhelix und eines RNA-DNA-Hybrids zugeordnet werden
[176]. Im Rahmen meiner Diplomarbeit wurden 2004 22 Protonenresonanzen der
2’-Hydroxylgruppe der TAR-RNA aus HIV-II in Wasser bei 5°C beobachtet und
zugeordnet [136, 168]. Die chemischen Verschiebungen der Hydroxylprotonen liegen
zwischen 6,5 ppm und 7,1 ppm.

Durch vicinale 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe mit den H2’-, C1’- und
C3’-Atomen und deren NOEs kann die Konformation der Hydroxylgruppe der RNA
bei niedrigen Temperaturen in Wasser bestimmt werden [141]. Aufgrund des schnel-
len Austauschs der 2’-Hydroxylgruppe wurden Joog-Kopplungen zunéchst nur in
de-DMSO an einzelnen Nukleotiden bestimmt [142, 143]. Wechselwirkungen zwi-

schen den einzelnen Nukleotiden werden dabei aufler Acht gelassen. In dieser Arbeit
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ist die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe der TAR-RNA aus HIV-II untersucht
worden. Diese RNA besteht aus 30 Nukleotiden und ist mit ihren vielfaltigen Se-
kundérstrukturelementen bestens geeignet, die 2’-Hydroxylgruppen in unterschied-

lichen RNA-Motiven zu untersuchen.

8.1 Der Austausch der 2’-Hydroxylgruppe

mit Wasser

Die 3Jy0 ,m2-Kopplungen aller Nukleotide in der kiirzeren Helix-2 und von ¢30 in
der Schleife sowie von a20, u40 und u42 in der Helix-1 der TAR-RNA unterscheiden
sich bei 1°C' und 5°C' in Wasser. Die Hydroxylprotonen tauschen bei den beiden
Temperaturen mit einer Rate {iber 25 Hz mit Wasser aus oder unterliegen einem
konformationellen Austausch, so dass ihre Orientierungen mit Hilfe der Kopplungen
nicht interpretiert werden kénnen. Die anderen Nukleotide der unteren Helix sowie
u23 und u25 in der Auswolbung der TAR-RNA weisen innerhalb des Fehlers iden-
tische gemessene 3.Joop-Kopplungen bei den unterschiedlichen Temperaturen auf.
Der Austausch mit Wasser ist also so langsam, dass mit Hilfe der Kopplungen die
Orientierung der Hydroxylgruppe bestimmt werden kann [141].

Die Austauschrate der 2’-Hydroxylgruppe kann in NOESY Spektren bei unter-
schiedlichen Temperaturen iiber das Kreuzsignal zwischen dem 2’-Hydroxylproton
und Wasser bestimmt werden. Die Austauschrate des 2’-Hydroxylprotons des Nu-
kleotids ¢19 mit Wasser, ermittelt bei 1°C, 5°C und 10°C', stimmt mit k., = 15 Hz
bei 5 °C mit den Austauschraten iiberein, die von Gyi et al. 1998 veroffentlicht wur-
den [176]. Die Austauschraten der anderen Hydroxylprotonen kénnen auf Grund
der spektralen Uberlagerung nicht ausgewertet werden. Allerdings deuten die iden-
tischen 3J2/OH, m2-Kopplungen bei 1°C und 5°C in Wasser fiir die Nukleotide u23
und u25 in der Auswolbung darauf hin, dass diese eine dhnliche Austauschrate
ke, mit Wasser aufweisen wie die Nukleotide der kanonischen CG-Basenpaarungen
der Helix-1. Anhand des Austauschs der 2’-Hydroxylgruppe mit Wasser und der
3 Jwo ,m-Kopplungen in den beiden Helices der TAR-RNA ist ersichtlich, dass die
Lange der Helix einen maflgeblichen Einfluss auf die Stabilitdt der RNA und damit
auch auf die Austauschrate der 2’-Hydroxylgruppe hat.

Sollte die Austauschrate der 2’-Hydroxylprotonen mit dem Wasser fiir manche
Nukleotide schneller sein als k., = 15 Hz fiir c19, wird die Jy o mo-Kopplung, die in

einem NOESY mit einer ct-Periode von 40 ms evolviert, reduziert. Bei einer Rate von
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ke, = 25 Hz wird die Kopplung um 15% verringert. Die Reduktion der Kopplung um
15% liegt allerdings innerhalb des Fehlers der gemessenen Kopplung, so dass dieser
sich bei hoheren Austauschraten k., nicht in den Kopplungen widerspiegelt.

Die Helix basiert auf den Wasserstoftbriickenbindungen zwischen den einzelnen
Basen. Die kanonischen Basenpaare der A-Form Helix in der RNA sind nicht stabil,
sondern 6ffnen sich. Dieser Prozess konnte von Pan et al. 2003 in MD-Simulationen
fiir AU-Basenpaare gezeigt werden. In der DNA tritt dieser Prozess nicht auf. Auch
ein Austausch von Thymin gegen Uracil fithrt in der DNA nicht zu einer Offnung der
Basenpaare. Demnach ist die 2’-Hydroxylgruppe die beeinflussende Grofle, die die
Offnung der Basenpaare verursacht [138, 177]. Untersuchungen der Austauschra-
te von Iminoprotonen der Wasserstoffbriicken zwischen den Basen in Wasser mit
der NMR-Spektroskopie haben gezeigt, dass auch GC-Basenpaare sich in der A-
Form Helix 6ffnen [178, 179]. In der Zeit, in der die Basenpaarungen gedffnet sind,
kommt es zu einem Austausch der Iminoprotonen mit Wasser. In den geschlossenen
Basenpaarungen konnen die Iminoprotonen nicht mit Wasser austauschen. Die 2’-
Hydroxylgruppe beeinflusst demnach die Wasserstoftbriickenbindungen in der Helix
der RNA. Die Offnung sowohl der GC- als auch der AU-Basenpaarungen wird durch
die funktionelle Gruppe verstarkt. Dieser Effekt kann auf dem Wassernetzwerk in

der kleinen Furche basieren, dass in Kapitel 8.5 beschrieben wird.

8.2 Die *J-Kopplungen und die Konformation der
2’-Hydroxylgruppe

Uber die ®Jy0p-Kopplungen kann der Dihedralwinkel (H2-C2-02-2’0OH) und da-
mit die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe bestimmt werden. Wie in meiner
Diplomarbeit gezeigt [168], eignen sich fiir die Messung der heteronuklearen 3 Jyo -
Kopplungen 3C-editierte ct-HSQC Spektren und fiir die homonuklearen Kopplun-
gen ct-NOESY Experimente. Mit diesen Experimenten kénnen die Kopplungen mit
Hilfe der J-quantitativen Methode extrahiert werden. Die 3 Jyo;-Kopplungen sind in
Kapitel 7.1 fiir die TAR-RNA aus HIV-II aufgefiihrt. Die homonuklearen Jo o mra-
Kopplungen liegen aufer fiir ¢18 zwischen 3 Hz und 4,5 Hz. Die heteronuklearen
Jyon,cr-Kopplungen sind aufler fiir u23 kleiner als 4,0 Hz. Die Jyom, c3- sind grofier
als die Joom,c1-Kopplungen und reichen bis zu 6,0 Hz.

Die Korrelationen der C1’H1’-Atome in der Schleife sind im **C-editierten HSQC
bei 5°C nicht sichtbar. Die C3'H3-Korrelationen dieser Nukleotide sind im 3C-



98

N
(o))

aOoQcac O

Abbildung 8.1: (A) Helix-1 der TAR-RNA mit den farblich kodierten Konformationen der
2'-Hydroxylgruppen. (B) Die bevorzugten Konformationen liegen in der Basen- (rot) oder O3'-
Domane (hellblau ©® ~ 60°, dunkelblau © ~ 120°). c19 (grau) kann sowohl die Basen- als

auch O3’-Domane einnehmen.

editierten HSQC Spektrum auch bei 5 °C' sichtbar. Die geringe Signalintensitét fiihrt
allerdings zu groBen Fehlern bei der Bestimmung der 2 Jy o5 03 -Kopplung, weswegen
diese Kopplungen fiir die Konformationsanalyse nicht geeignet sind.

Die gemessenen Kopplungen der TAR-RNA liegen in demselben Bereich, in dem
sich die 3Jyop-Kopplungen bewegen, die zwischenzeitlich von Ying et al. 2006 fiir
einen Ausschnitt der Helix-35 der 23S-rRNA aus E. coli (Echerichia coli) ermittelt
wurden [170]. Ying et al. bestimmten 2006 die Kopplungen in 3D ct-HMQC-IPAP
NOESY und HMBC Spektren. Die *Jyopy c1-Kopplungen der 23S-rTRNA betragen
einheitlich ca. 1,3 £+ 0,7 Hz. Die 3J2/0H703/—Kopplungen in dieser RNA sind eben-
falls groBer als die 3.Jyom c1-Kopplungen und belaufen sich auf ca. 4,2 + 0,7 Hz.
Die 2Jyom co-Kopplungen liegen zwischen -2,2 Hz und -3,3 Hz. Im Vergleich mit
den in dieser Arbeit ermittelten 3Jyor-Kopplungen der TAR-RNA sind die Kopp-
lungen der Helix-35 der 23S-rRNA gleichformig. Wéhrend der untersuchte 23S-
Sequenzbereich nur helikalen Charakter hat, besitzt die TAR-RNA vielfiltige Se-
kundérstrukturmotive, die sich auf die 2’-Hydroxylgruppen auswirken koénnen.

Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe kann mit Karplus-Beziehungen aus

den 3Jyop-Kopplungen bestimmt werden. Da zunichst nur fiir die homonukleare
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3 Jyon nz-Kopplung eine geeignete Karplus-Kurve existierte, wurden fiir die Kon-
formationsbestimmung modellierte Karplus-Beziehungen fiir die beiden heteronu-
klearen 3 Jy 0. o1 scz-Kopplungen verwendet. Diese sind in Kapitel 7.2 beschrieben.
Eine erste Analyse der Kopplungen mit diesen Karplus-Kurven und eine qualitative
Auswertung der Kreuzsignale des NOESY mit einer Mischzeit 7, von 50 ms aus
Abbildung 5.4 fiihrte zu Konformationen, die in Abbildung 8.1 dargestellt sind. In
der Abbildung sind die bevorzugten Konformationen der 2’-Hydroxylgruppe in der
03’-, O4’- und Basen-Doméne, die auf MD-Simulationen beruhen [139], besonders
hervorgehoben. Die 2’-Hydroxylgruppen der Nukleotide g17 und c¢45 nehmen eine
Orientierung in Richtung der Basen-Doméne ein, die der Nukleotide ¢18, u23 und
g44 eine Orientierung in Richtung der O3’-Doméne (Dihedralwinkel © ~ 60°) und
der Nukleotide g21, u25, c41 und g43 in Richtung der O3’-Doméne (Dihedralwinkel
O ~ 120°). Auf Grund der 3J2/0H701//Cgl—KoppIungen, die aus den ct-HSQC Spek-
tren nicht extrahiert werden konnen, kann fiir das Nukleotid ¢19 nicht zwischen der
Basen- und O3’-Doméne (Dihedralwinkel © ~ 120 °) differenziert werden.

Fiir eine quantitative Analyse der Kopplungen sind allerdings die entsprechenden
Karplus-Beziehungen notig. Dafiir wurden in dieser Arbeit die Karplus-Beziehungen
in ab-initio Kalkulationen ermittelt. Wie in Abbildung 7.7 fiir die Karplus-Kurve der
3 Jwo m,m2-Kopplung ersichtlich, stimmt die theoretisch ermittelte Beziehung mit der
experimentell von Fraser et al. 1969 mit 35-Acetoxy-503,63-Oxidocholestan-19-ol be-
stimmten Karplus-Kurve tiberein [147]. Die Karplus-Beziehungen der heteronuklea-
ren *J-Kopplungen sind beide asymmetrisch. Die *.Jyox c1--Kopplung weist ein Ma-
ximum von 11,6 Hz bei 62° auf. Die 3J2/OH703/—Kopplung besitzt ein Maximum von
6,5 Hz bei 302 °. Die Asymmetrie der beiden heteronuklearen 3.J5.o ;-Kopplungen ba-
siert auf dem Ringsystem der Ribose, wie anhand von DFT-Kalkulationen an drei
Modellsystemen in Tabelle 7.1 gezeigt werden konnte. In den azyklischen Modell-
systemen sind die 3Jyo a0 /cy-Kopplungen bei einem Dihedralwinkel von 6 = 60 °
und 6 = 300 ° sehr dhnlich.

Ist die 2’-Hydroxylgruppe an einer Wasserstoftbriickenbindung mit Wassermo-
lekiilen sowohl als Protonenakzeptor als auch als -donor beteiligt, wird die grofie
3 Jyom.cr-Kopplung bei 62° von 11,6 Hz nur um 0,8 Hz reduziert. Somit basiert das
grofie Maximum der ®Jy o cr-Kopplung auf den elektronegativen Substituenten in
der Ribose.

Auch die Konformation der Ribose wirkt sich nur bedingt auf die ®J5 o r-Kopp-
lung aus, wie anhand der ®Jy g cr-Kopplung in Abbildung 7.8 ersichtlich ist. Die
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Abbildung 8.2: Karplus-Beziehungen der ®Joop g~ (blau), 3Jyomci- (rot) und
3J2/OH7(;3/—Kopp|ungen (griin). Dabei beziehen sich die gestrichelten Linien auf die Ribose

und die durchgéngigen Linien auf die Glukose.

3 Jyor-Kopplung, bei einem Dihedralwinkel von 62 °, ist in der C2-endo- im Gegen-
satz zur C3’-endo-Konformation nur um 0,5 Hz reduziert. Auch die DFT-Kalkula-
tionen der 3Jyom-Kopplungen von Zhao et al. 2007 an Glukose weisen darauf hin,
dass die Konstitution und Konformation des Zuckers die maximale Amplitude der

3 Jyom.cr-Kopplung marginal beeinflussen [146].

In Abbildung 8.2 sind die in dieser Arbeit ermittelten Karplus-Beziehungen mit
den Karplus-Kurven der 3.Jy a1 /1 /c-Kopplungen, die von Zhao et al. 2007 in
DFT-Kalkulationen mit einer 5-Glukose bestimmt wurden, dargestellt [146]. In den
DFT-Kalkulationen der Karplus-Kurven fiir die Glukose wurden nur die FC-Anteile
der Kopplung beriicksichtigt. In den Kalkulationen der Karplus-Beziehungen fiir die
Ribose wurden alle Anteile der Kopplung mit einbezogen. Je nachdem wie stark sich
auch die DSO-, PSO- und SD-Anteile auf die Kopplung auswirken, kann dies zu
den unterschiedlichen Amplituden der Kopplungen fithren. Der Kurvenverlauf der

jeweiligen Kopplung verbleibt jedoch sehr dhnlich.

Mit den akkuraten Karplus-Beziehungen wurden die Konformationen der 2’-
Hydroxylgruppen erneut ermittelt. Die kalkulierten Karplus-Beziehungen unterschei-
den sich fiir die heteronuklearen Kopplungen in ihrer Amplitude von den modellier-

ten Karplus-Kurven, die zunéchst fiir die Konformationsanalyse verwendet wurden.
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Abbildung 8.3: (A) TAR-RNA aus HIV-II. (B) Die 2'-Hydroxylgruppen der Nukleotide (rot)
nehmen eine Konformation in der Basen-Domane ein. Die Nukleotide (blau) okkupieren die
03'-Domine. Die 3.J-Kopplungen ergeben, dass die 2'-Hydroxylgruppen nur in einem kleinen
Bereich der O3'- oder Basen-Domane (griin) vorliegen. Die generell bevorzugten Konformatio-

nen der 2'-Hydroxylgruppen sind gelb hinterlegt.

So liegt das globale Maximum der 3.Jyog c1-Kopplung in der priizisen Karplus-
Kurve bei 11,6 Hz im Gegensatz zu 4,5 Hz bei der approximierten Karplus-Beziehung.
Dies fiihrt dazu, dass bei einem Dihedralwinkel (H2-C2’-02’-2’0OH) zwischen 6 =
60 ° und 120 ° die 2 Jy0 u,c1-Kopplungen wesentlich grofler sein miissen als bei der zu-
vor verwendeten modellierten Karplus-Kurve. Die ®Jyog c1-Kopplungen der TAR-
RNA liegen unter 4,5 Hz. Es liegt also keine 2’-Hydroxlygruppe in der O3’~-Doméne
zwischen 6 = 60 ° und 120 © vor. Damit beschranken die Kopplungen der 2’-Hydroxyl-
gruppen der TAR-RNA in Kombination mit den Karplus-Beziehungen die Konfor-
mation der jeweiligen Nukleotide auf einen kleinen Bereich der O3’-Doméne (6 =
120° bis 130°) und einen grofleren Bereich der Basen-Doméne (0 = 270° bis 320°).

In Abbildung 8.3 sind die mit den prézisen Karplus-Beziehungen ermittelten
Konformationen der Nukleotide dargestellt. Die 2’-Hydroxylgruppen von gl7, g44
und c¢45 nehmen eine Orientierung in Richtung der N3- oder O2-Atome der Base
ein. Das Hydroxylproton geht in diesem Fall eine Wasserstoftbriickenbindung mit
dem N3- oder O2-Atom als Protonendonator ein. In der Konformationsanalyse mit
den approximierten Karplus-Beziehungen lag die 2’-Hydroxylgruppe des g44 in der
03’-Doméine vor. Durch die kleine * Jo o5 c1--Kopplung von 1,0 Hz ergab die erneute

Evaluation allerdings, dass das 2’-Hydroxylproton die Basen-Doméne einnimmt.
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Die 2’-Hydroxylgruppen der Nukleotide ¢18, ¢19, g21, u23, u25, c41 und g43 neh-
men eine Konformation in der O3’-Domaéne ein. Hier besteht eine Wasserstoftbriicke
zwischen dem Hydroxylproton und dem O3’-Atom des Phosphatriickgrats. In der
Konformationsanalyse basierend auf den approximierten Karplus-Beziehungen lagen
die 2’-Hydroxylgruppen der Nukleotide ¢18 und u23 in der O3’-Doméne (6 = 60 ° bis
120°) vor. Auf Grund der kleinen 3J210H701/-K0pp1ungen von 3,3 Hz fiir c18 sowie
4,4 Hz fiir u23, kann die O3’-Doméne (6 = 60° bis 120°) nun ausgeschlossen wer-
den. c19 weist eine 3.Jyon go-Kopplung von 2,9 Hz auf. Auf Grund der Kopplung
kann es entweder die O3’- oder Basen-Doméne einnehmen. Die Basen-Doméne kann
angesichts des schwachen NOEs zwischen der 2’-Hydroxylgruppe und dem H8-Atom
des a20 im NOESY aus Abbildung 5.4 ausgeschlossen werden.

8.3 Die ?J-Kopplung und die Konformation der
2’-Hydroxylgruppe

Die Karplus-Beziehung fiir die ?Jyon co-Kopplung, dargestellt in Abbildung 7.7,
zeigt sehr dhnliche Kopplungen fiir alle Konformationen in einem Bereich zwischen
-2,6 Hz und -3,3 Hz. Diese Kopplungen stimmen mit den von Ying et al. 2006 expe-
rimentell ermittelten Kopplungen iiberein [170]. Allerdings sind diese Kopplungen
fiir eine konformationelle Analyse der 2’-Hydroxylgruppe nicht geeignet, da sie iiber

alle Dihedralwinkel 6 zu gleichférmig sind.

8.4 Die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe

Auf der Grundlage der 3.J-Kopplungen kann ein konformationeller Austausch der
2’-Hydroxylgruppe zwischen verschiedenen Orientierungen nicht ausgeschlossen wer-
den. Die 3 J-Kopplungen fiir die Helix-35 der 23S-rTRNA sind relativ einheitlich [170].
Es ist moglich, dass die 2’-Hydroxylgruppe neben einer Orientierung einen konforma-
tionellen Austausch eingeht und die Kopplungen gegen 0 skaliert. Die 3.J-Kopplungen
der TAR-RNA nehmen einen groeren Bereich ein. Hier ist eine Skalierung auf Grund
eines konformationellen Austausches nicht eindeutig sichtbar.

Dennoch ist es essentiell fiir die Konformationsbestimmung, die NOEs der 2’-
Hydroxylgruppe quantitativ in die Analyse einzubeziehen [136, 170]. Bislang wur-
den die NOEs nur qualitativ in die Bestimmung der Konformation einbezogen, da

die spektrale Uberlagerung im 2D NOESY Spektrum die quantitative Auswertung
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nicht gestattete. Aus dreidimensionalen NOESY Spektren wie dem ct-HMQC-IPAP
NOESY [170] oder *C-editierten NOESY [82] kinnen die NOE-Kreuzsignale quan-
titativ analysiert werden. Dies ist nur moglich, wenn sich die Resonanzen im Spek-
trum nicht iiberdecken. Um die spektrale Uberlagerung der Kreuzsignale der 2'Hy-
droxylprotonen mit den anderen Wasserstoffatomen der Ribose zu verringern, ist
es deswegen hilfreich, RNA-Proben einzusetzen, bei denen jeweils nur ein Nukleo-
tid BC- und ' N-markiert ist. Um die NOEs der 2’-Hydroxylgruppe quantitativ
auswerten zu koénnen, werden diese im Verhéltnis zueinander, wie in Kapitel 7.3.1
beschrieben, ausgewertet. Die theoretische Betrachtung der Absténde zwischen der
2’-Hydroxylgruppe und den anderen Wasserstoffatomen in der Ribose und Base ist in
Abbildung 7.11 dargestellt. Sie zeigt, dass vor allem die NOE-Intensitatsverhaltnisse
und somit Abstandsverhéltnisse r®(2’0OH,H1")/r®(2°OH,H4’) geeignet sind, die Kon-
formation der Ribose zu bestimmen, da die Verhiltnisse sich eindeutig zwischen der

Basen- und O3’-Doméne unterscheiden.

Auch der sugar pucker der Ribose [122] hat einen Einfluss auf die Absténde
zwischen der 2’-Hydroxylgruppe und den anderen Wasserstoffatomen in der Ribo-
se. Je nach Pseudorotationswinkel [104] kann bei einem Dihedralwinkel (H2'-C2’-
02-2’0H) von 6 = 120° (O3’-Doméne) das Verhiltnis r®(2'OH,H1’)/r%(2’OH,H4’)
zwischen 7.5 und 3,8 variieren. Dennoch ist der Unterschied zur Basen-Doméne
(0 = 270° bis 320°) mit einem Verhiltnis 7%(2’0OH,H1)/r®(2’0H,H4’) von unter
0,5 so eindeutig, dass bei der Auswertung der NOE-Resonanzen die Konformation
der Ribose innerhalb des Bereichs der C3’-endo-Konformation vernachlassigt werden

kann.

Die Protonendichte in der Ribose der RNA ist erheblich. Infolgedessen kann es
bei der Kreuzrelaxation durch den NOE nicht nur zu direkten Kreuzsignalen zwi-
schen der 2’-Hydroxylgruppe und anderen Protonen in den Spektren kommen. Die
Signalintensitdten werden vielmehr auch von der Spin-Diffusion beeinflusst [180-
182]. Dies wurde in der Analyse der NOE-Intensitdten durch Ying et al. 2006
nicht beriicksichtigt [170]. Deshalb wurden mit Hilfe von TRIO [174], einem Pro-
gramm das einen Voll-Relaxationsmatrix-Ansatz verwendet, die NOEs zwischen der
2’-Hydroxylgruppe und den anderen Wasserstoffatomen in der Ribose unter dem
Einfluss der Spin-Diffusion simuliert. Das Ergebnis der Simulation, dargestellt in Ab-
bildung 7.14 zeigt, dass die NOE-Intensitédten unter dem Einfluss der Spin-Diffusion
stehen. Die Beeinflussung der Intensitédtsverhéltnisse durch Spin-Diffusion ist &hnlich

wie die Beeinflussung der Konformation der Ribose jedoch so gering, dass trotz dieser
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Effekte die NOE-Kreuzsignale zur Analyse der Konformation der 2’-Hydroxylgruppe
eingesetzt werden kénnen.

Eine genau Betrachtung der gemessenen NOE-Kreuzsignalintensitéiten fiir die
2’-Hydroxylgruppe der TAR-RNA aus HIV-II und der Helix-35 der 23S-rRNA aus
E. coli [170] ergibt allerdings, dass diese nicht mit den simulierten Intensitéten fiir
die Basen-Doméne iibereinstimmen. In der Basen-Doméne ist das Verhiltnis der
NOEs(2’0OH,H4:2’0OH,H1’) ca. 0,1 sowie NOEs(2’0OH,H2:2’0OH,H1’) kleiner als 2
(0 < 310°) oder der NOEs(2’0OH,H4:2°0OH,H1’) groBer als 0,1 sowie der
NOEs(2’0OH,H2":2’0OH,H1’) groBer als 2 (0 > 310°). Wie in Tabelle 7.2 ersichtlich,
betriigt das NOE(2'OH,H4":2’0OH,H1’)-Verhéltnis des g17 0,19, die NOE(2'OH,H4":-
2’0OH,H1’)-Relation 1,54. Anhand der Kopplungen nimmt die 2’-Hydroxylgruppe die
Basen-Doméne ein, die NOEs widersprechen allerdings einer ausschliefflichen Popu-
lation dieser Orientierung.

In der O3-Doméne sind die Relationen der NOEs(2’OH,H4”:2’0OH,H1’) groer
als 3,5 beziehungsweise der NOEs(2’0OH,H2":2’0OH,H1’") circa 2. Fiir die Nukleotide
c19, g21 und g43 betragen die Verhiltnisse fir die NOEs(2’0OH,H4”:2’0OH,H1’) im
Mittel 0,25 und fiir die NOEs(2’0OH,H2:2’0OH,H1’) 0,94. Dies widerspricht ebenfalls
einer ausschliefilichen Population der O3’-Doméine. Die 2’-Hydroxylgruppe unterliegt

einem konformationellen Austausch.

8.5 Die Konformation der 2’-Hydroxylgruppe

Die Konformation der Hydroxylgruppe darf nicht unter der Annahme nur einer Ori-
entierung analysiert werden. Vielmehr liegt die 2’-Hydroxylgruppe in einem konfor-
mationellen Gleichgewicht vor, in dem sie sowohl die O3’-Doméne als auch die Basen-
Doméne populiert und zwischen diesen Konformationen wechselt. Aus den NOEs der
2’-Hydroxylgruppe, aufgelistet in Tabelle 7.2, ist dies ersichtlich. In Folge dessen, ist
die statische Représentation der Konformationen der 2’-Hydroxylgruppen aus Abbil-
dung 8.3 ungiiltig. Statt dessen werden beide Doménen von den 2’-Hydroxylgruppen
populiert, wie in Abbildung 8.4 dargestellt. Der konformationelle Austausch fiihrt
zu den gleichférmigen 3.J-Kopplungen der 2’-Hydroxylgruppe, die von Ying et al.
2006 veroffentlicht wurden [170].

Die kleine Furche der RNA Helix wird von einem Wassernetzwerk iiberspannt,
in dem die 2’-Hydroxylgruppe sowohl als Elektronendonator als auch -akzeptor eine

bedeutende Rolle spielt [140]. Dieses Netzwerk an Wassermolekiilen verlauft in der
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Abbildung 8.4: (A) TAR-RNA aus HIV-II. Die 2'-Hydroxylgruppen der Nukleotide (rot)
liegen in einem konformationellen Gleichgewicht zwischen der in (B) dargestellten Basen- und

03'-Domane vor.

hochaufgelosten Rontgenstruktur eines RNA-Oktamers senkrecht zur Helixachse.
Die beiden RNA-Strange werden dabei von zwei Wassermolekiilen iiberbriickt, die
je eine Hydroxylgruppe am komplementéiren Strang koordinieren. In Abbildung 8.5
ist das Wassernetzwerk des RNA-Oktamers schematisch dargestellt.

Die untersuchten 2’-Hydroxylgruppen der TAR-RNA der unteren Helix befin-
den sich in einem konformationellen Gleichgewicht zwischen der Basen- und O3’-
Doméne. In der O3’-Doméne geht die Hydroxylgruppe eine Wasserstoftbriicken-
bindung als Protonendonator mit dem O3’-Atom des Phosphatriickgrates ein. Die
freien Elektronenpaare des O2’-Atoms zeigen so in Richtung des komplementéren
RNA-Stranges und konnen als Protonenakzeptor ein Wassermolekiil koordinieren.
In der Basen-Domiéne geht die 2’-Hydroxylgruppe eine Wasserstoftbriickenbindung
mit den N3- oder O2-Atomen der Purin- beziechungsweise Pyrimidinbasen ein. Hier
koordiniert die Hydroxylgruppe als Protonendonator ein Wassermolekiil. In Fol-
ge des konformationellen Austausches wechselt die eine Hydroxylgruppe aus der
0O3’-Doméne in die Basen-Doméne, wihrend die andere Hydroxylgruppe weiter-
hin die Basen-Doméne okkupiert. In beiden Féllen - eine 2’-Hydroxylgruppe in der
Basen-, die andere in der O3’-Doméne oder beide 2’-Hydroxylgruppen in der Basen-

Doméne - besteht das Netzwerk aus Wassermolekiilen in der kleinen Furche, wie in
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Abbildung 8.5: Schema eines Wassernetzwerkes in der kleinen Furche senkrecht zur He-
lixachse der RNA. Der Abstand zwischen den einzelnen Atomen beziehungsweise Wasser-
molekiilen (W) ist in Angstrom angegeben. Das Wassernetzwerk besteht mit beiden 2'-
Hydroxylgruppen in der Basen-Doméne (griin) und mit einer Hydroxylgruppe in der Basen-

sowie einer Hydroxylgruppe in der O3'-Doméne (blau) [140].

Abbildung 8.5 ersichtlich. So kénnen die beiden Hydroxylgruppen fortwihrend ihre

Konformation andern.

In Abbildung 8.6 ist eine repriasentative Momentaufnahme des Wassernetzwerks
fiir einen Abschnitt der TAR-RNA aus HIV-II dargestellt. Eine 2’-Hydroxylgruppe
nimmt eine Konformation in der O3’-; die andere 2’-Hydroxylgruppe eine Orientie-
rung in der Basen-Doméne ein. So kénnen sie als Protonenakzeptor beziehungsweise
-donator die beiden Wassermolekiile koordinieren. Da zwischen beiden Hydroxyl-
gruppen ein konformationelles Gleichgewicht besteht, kommt es permanent zu einer
Umlagerung der Hydroxylgruppen und in Folge dessen zu einer Neugestaltung des
Wassernetzwerkes. Dabei bleibt das Netzwerk aus zwei Wassermolekiilen, die die

beiden komplementéiren RNA-Striange iiberbriicken, bestehen.

Mit Hilfe der quantitativen Auswertung der 3Jyoxn-Kopplungen, der Karplus-
Beziechungen und der NOE-Daten der 2’-Hydroxylgruppe der TAR-RNA ist es
moglich gewesen, einen Einblick in das dynamische Wassernetzwerk der kleinen

Furche der RNA zu erhalten, das von Egli et al. 1996 in einer hochaufgeltsten
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Abbildung 8.6: Stereobild eines Segments der TAR-RNA. Die kleine Furche wird in die-
ser Momentaufnahme von zwei Wassermolekiilen iiberbriickt. Eine 2'-Hydroxylgruppe (links)

befindet sich in der O3'-Domane, die andere 2'-Hydroxylgruppe (rechts) in der Basen-Domane.

RNA-Kristallstruktur beobachtet wurde [140]. Dieses ist einer andauernden Reorga-
nisation unterworfen, das auch Auswirkungen auf andere strukturelle Eigenschaften
der RNA haben kann. So werden in NMR-spektroskopischen Untersuchungen [179]
und MD-Simulationen [138] von RNAs eine Offnung der Basenpaaarungen beob-
achtet. In der DNA findet dieser Prozess auf einer vergleichbaren Zeitskala in den
MD-Simulationen nicht statt. Die Offnung der Basenpaarungen basiert nicht auf dem
Uracil in der Base, sondern auf der 2’-Hydroxylgruppe. Die Reorganisation des Was-
sernetzwerks in der kleinen Furche der RNA kann mit der Offnung von Basenpaaren
in Zusammenhang stehen. So ist es moglich, dass sich auf Grund der Offnung der
Basenpaare das Netzwerk an Wassermolekiilen neu ordnet oder die Umgruppierung

der Wassermolekiile zur Offnung der Basenpaarungen fiihrt.






Kapitel 9

Material und Methoden

9.1 Material

Puffer

15% denaturierendes Polyacrylamidgel
7 M Harnstoff (M=60,06 g/mol)
375 mL 40% Akrylamid-Losung (19:1)
100 mL 10x TBE-Puffer

auf 1 L mit Wasser aufliillen

10x TBE-Puffer 0,89 M TRIS (M=121,14 g/mol)
0,89 M Borsdure (M=61,83 g/mol)
10 mM Na-EDTA-Lésung pH=8,0

auf 1 L mit Wasser aufliillen

10x Transkriptionspuffer 400 mM Tris-HCI pH=8,0 (M=157,60 g/mol)
10 mM Spermidin (M=145,25 g/mol)
50 mM DTT (M=154,25 g/mol)
0,1% Triton X-100 (v/v)

Ladepuffer 8M Harnstoff (M=60,06 g/mol)
Bromphenolblau
Xylenecyanol

109
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Puffer fiir die Schneidreaktion 40 mM Tris (M=121,14 g/mol)

NMR-Puffer

Chemikalien
Deuteriumoxid D0, 99,9 %
Chloroform

Ethanol

[soamylalkohol

Isopropanol
Magnesiumchlorid
Millipore-Wasser
Natriumchlorid
Nukleosidtriphosphate

100 mM Natriumchlorid (M=58,4 g/mol)

20 mM Natriumphosphat pH=6,6

Firma
Deutero GmbH

Roth

Nukleosidtriphosphate 3C- und '® N-markiert ~ Spectra Gases
Nukleosidtriphosphate 2H (H3’, H4’, H5’)-markiert

Phenol

Cambridge Isotopes

Alle verwendeten Chemikalien entsprachen der Qualitit p.a. oder Biochemica (d.h.

auf biochemische Verunreinigungen iiberpriift) und wurden von den Firmen Ap-

pliChem, Boehringer-Ingelheim, Fermentas, Fluka, Merck, New England Biolabs,

Roche, Roth, Sigma-Aldrich und Stratagene bezogen.

Geriite Firma

Biotrap Whatman
Drehschiebervakuumpumpe RZ 2 Vakuubrand GmbH
Elutrap Membranen BT1 und BT2 Whatman
Eppendorf-Pipetten P1000, P200, P200, P20, P10 Abimed

Lyophille Loc-1m Alpha 2-4 Christ
NMR-Probenrshrchen Shigemi Co. LTD
NeoBlock 12-2503 neoLab

pH-Meter 766 Calimatic Knick
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pH-Elektrode InLab 423 (pH=0 bis pH=14,

0°C bis 80°C) Mettler Toledo
Kristallisationsrobotor Microsys 4000 XL Zinsser Analytic, Harvard Bioscience
Kristallisations-Kit Classics Suite Qiagen
Kristallisations-Kit MPD Suite Qiagen
Kristallisations-Kit Nucleix Suite Qiagen
Kristallisations-Kit PEG/Ion Suite Qiagen
Kristallisations-Kit Sparse Matrix II Suite Qiagen

Stromversorgung Gelelektrophorese
Power Pac 1000 V beziehungsweise 3000 V Bio-Rad

Stromversorgung Gelelektrophorese

BRL PS9009 (bis 3000 V) Gibco
Tube-O-Dialyzer (1kDa Cut-Off) Chemicon
UV DU-70 Beckmann
Vortex Genie-2 Scientific Industries
Zentrifuge Avanti J-30I (bis 75000 g) Beckmann-Coulter

Zentrifuge 5415D (bis 16100 g) Eppendorf
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Spektrometer
NMR-Spektrometer 900 MHz (21,1 Tesla)
mit Avance-Konsole
HCN Kalt-Probenkopf
NMR-Spektrometer 800 MHz (18,8 Tesla)
mit DRX-Konsole
HCN Kalt-Probenkopf
HCN Probenkopf mit Z-Gradienten
NMR-Spektrometer 700 MHz (16,4 Tesla)
mit Avance-Konsole
HCP Kalt-Probenkopf
HCN Probenkopf mit XYZ-Gradienten
HCP Probenkopf mit XYZ-Gradienten
NMR-Spektrometer 600 MHz (14,0 Tesla)
mit Avance-Konsole
HCN Kalt-Probenkopf
NMR-Spektrometer 600 MHz (14,0 Tesla)
mit DRX-Konsole
HCPN Probenkopf mit Z-Gradienten
HCN Probenkopf mit Z-Gradienten

Computerprogramme
CNS

FELIX 2000.1

Gaussian 03, Revision C.02
INSIGHT 2000

MolMol Version 2K.1
Topspin Version 1.3
XWINNMR Version 3.1

Firma
Bruker
Bruker
Bruker Biospin
Bruker
Bruker
Bruker Biospin
Bruker Biospin
Bruker
Bruker
Bruker Biospin
Bruker Biospin
Bruker Biospin
Bruker
Bruker
Bruker Biospin
Bruker
Bruker
Bruker Biospin

Bruker Biospin

Firma

Brunger, A. T. et al., Yale University
Accelrys Inc., San Diego CA, USA
Gaussian Inc., Wallingford CT, USA [167]
Accelrys Inc., San Diego CA, USA
Konradi, R. [183]

Bruker, Karlsruhe

Bruker, Karlsruhe
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9.2 Methoden

9.2.1 RNA-Synthese

Die Isotopen markierten RNA-Oligonukleotide werden in einer in vitro Transkription
mit DNA-abhéngigen RNA-Polymerasen aus DNA-Templaten hergestellt. Dazu wird
die ca. 98 kDa grofle Untereinheit einer RNA-Polymerase des T7-Bakteriophagen
(T7-RNAP) verwendet [184], die aus Nukleosidtriphosphaten (NTPs) die Oligomere
synthetisiert [185, 186]. Auch 3C- und ' N-markierte oder spezifisch deuterierte
Nukleotide kénnen fiir die Synthese verwendet werden [98, 187, 188|.

Als Templat kann fiir die biochemische RNA-Synthese eine doppelstrangige DNA
mit der Promotor-Region fiir die T7-RNAP am 3’-Ende verwendet werden [189]
oder ein DNA-Plasmid mit der gewiinschten RNA Antisense-Sequenz [190]. Fiir
die Synthese der TAR-RNA wurde eine doppelstringige Templat-DNA verwendet,
wihrend das lariatformende Ribozym aus einem DNA-Plasmid synthetisiert wurde.

Bei der Transkription wird das DNA-Templat in 3" — 5’-Richtung abgelesen. Da
bei der in wvitro Transkription am 5’-Ende keine Stopsequenz vorhanden ist, da diese
ohne sequenzspezifische Proteinfaktoren nicht wirksam ist, wird das Ende der Tran-
skription nur durch das Ende der Templatsequenz gegeben. Jedoch synthetisiert
die T7-RNAP héufig nach der letzten Templatbase weiter und fiigt noch ein bis
fiinf Nukleotide an das 3’-Ende der synthetisierten RNA. Diese heterogenen RNA
sind fiir die Strukturaufklarung mit der NMR-Spektroskopie ungeeignet. Deshalb
wird das 3’-Ende der synthetisierten RNA durch Schneiden mit dem Hammerhead
(HH)-Ribozym homogenisiert [191]. Das native HH-Motiv kann auf ein funktionelles
Kerngeriist reduziert werden, das weiterhin katalytisch und einfach in der Handha-
bung ist [192]. Dieses ist in Abbildung 9.1 dargestellt.

Die Bedingungen fiir die Transkription miissen fiir jede Zielsequenz, also die
TAR-RNA aus HIV-II und das lariatbildende Ribozym sowie fiir jedes Isotopenmar-
kierungsmuster optimiert werden. Neben der eigentlichen Sequenz spielt die Kon-
zentration des DNA-Templats, des Enzyms, der Magnesiumionenkonzentration, der
Nukleotide und die Reaktionszeit eine Rolle.

Die Aufreinigung der biochemisch synthetisierten RNA erfolgt mit der Gelelek-
trophorese. RNA-Sequenzen wie die TAR-RNA aus HIV-II mit 30 Nukleotiden las-
sen sich mit der Gelelektrophorese im analytischen und praparativen Maf}stab bis
auf 4 /-1 Nukleotid separieren. GroBe RNAs wie das lariatbildende Ribozym mit

59 Nukleotiden lassen sich schlechter mit der Gelelektrophorese auftrennen, da die
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Abbildung 9.1: Allgemeine Sequenz des HH-Ribozyms. Die konservierten Nukleotide des
Ribozyms und der zu schneidenden RNA (griin) sind essentiell fiir die katalytische Aktivitat.
Nach der Sequenz NUX (rot) schneidet das HH-Ribozym, wobei N eine beliebige Base und X

ein C oder U symbolisiert.

Trennstrecke meist nicht fiir eine Separation der n, n+1, n-1 Konstrukte ausreicht.
Eine langere Trennstrecke fiihrt allerdings zu einem vermehrten Verlust an RNA
wahrend der Aufreinigung, so dass es effektiver fiir grofle homogene RNA ist, die
Oligomere mit dem HH-Ribozym zu schneiden. Die Synthese und Aufreinigung der
RNA wurde von Claudia Schwiegk durchgefiihrt.

9.2.1.1 Biochemische Synthese der TAR-RNA

Die biochemische Synthese der TAR-RNA aus HIV-II erfolgt aus einem doppel-
strangigen DNA-Templat mit der Promotorsequenz fiir die T7-RNAP vor dem Anti-
sense-Strang. Die Sequenz des DNA-Templats ist in Abbildung 9.2 dargestellt.

5' TAATACGACTCACTATAGGCCAGATTGAGCCTGGGAGCTCTCTGGCC 3'
3' ATTATGCTGAGTGATAT 5'

Abbildung 9.2: Sequenz des DNA-Templats fiir die TAR-RNA aus HIV-II. Die Promotor-
Region fiir die T7-RNAP ist in griin, die Sequenz fiir die TAR-RNA in schwarz wiedergegeben.

Die Transkription erfolgt fiir 3,5 h bei 37°C'. Die Reaktionsbedingungen sind in
Tabelle 9.1 wiedergegeben.

Anschliefend wird die Transkription mit 50 mM EDTA (Ethylendiamintetra-
acetat) gestoppt und die RNA mit 40 mL Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol 25:24:1

fiir 5 min bei Raumtemperatur extrahiert. Nach dem Zentrifugieren bei 3000 ¢ fiir
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Tabelle 9.1: Ansatz fiir eine 40 mL Transkription der TAR-RNA aus HIV-II aus einem DNA-
Doppelstrang.

Edukte Menge
TAR Sense 430 pg
TAR Antisense 430 ug
10x Transkriptions-Puffer | 4 mL
MgCl, 6 mM
DTT 10 mM
PEG 8000 64 pL
IPP 160 pL
ATP 5,0 mM
CTP 5,0 mM
GTP 5,0 mM
UTP 5,0 mM
T7-RNAP 8 mL
H,0O 22,0 mL

20 min bei 4°C wird der Uberstand erneut mit 20 mL Chloroform versetzt und
5 min bei Raumtemperatur ausgeschiittelt. Daraufhin wird die wéssrige Phase noch-
mals bei 3000 ¢ fiir 20 min bei 4°C separiert. Zum Ausfillen der RNA wird die
wiassrige Phase auf 0,3 M Natriumchlorid eingestellt und im Verhéltnis von 1:1 mit
kaltem Isopropanol gemischt und fiir mindestens 12 h bei —20°C gelagert. Nach
dem Pelletieren der RNA bei 75000 ¢ wird diese getrocknet und anschlielend bei
Raumtemperatur in Wasser gelost. Vor der Aufreinigung der Probe auf einem de-
naturierenden Polyakrylamidgel 15% wird die Probe zu gleichen Teilen mit dem
Ladepuffer versetzt. Die Gelelektrophorese lduft bei 40—55 W fiir 12—16 h. Sobald
die entsprechende RNA-Bande im UV-Licht visualisiert ist, wird diese ausgeschnit-
ten und mit einer Elektroelution aus dem Polyakrylamidgel bei 4°C' diffundiert.
Die wéssrige RNA-Losung wird, wie oben bereits beschrieben, mit Natriumchlorid
und Isopropanol gefillt, zentrifugiert und getrocknet. Daraufhin wird das Pellet in
Wasser aufgenommen und gegen 20 mM Natriumphosphat-Puffer pH 6,6 dialysiert.
Nach dem Trocknen der Probe kann diese dann in Deuteriumoxid oder einem Was-

ser/Deuteriumoxid Gemisch im Verhéltnis 9:1 aufgenommen werden. Da die RNA
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wahrend des Reinigungsprozesses aggregiert, wird sie einem Annealing unterzogen.
Dazu wird die Probe fiir zwei Minuten auf 80°C' erhitzt und anschlieBend 30 min

bei Raumtemperatur inkubiert.

9.2.1.2 Biochemische Synthese des Hammerhead-Ribozyms fiir das la-

riatformenden Ribozym

Das HH-Ribozym wird fiir die Herstellung des lariatbildenden Ribozyms bendétigt,
um ein homogenes 3’-Ende des Konstrukts zu ermoglichen. Die Synthese des HH-
Ribozyms erfolgt mit unmarkierten Nukleotiden fiir 4 h bei 37°C" aus einem DNA-
Plasmid, dessen Sequenz in Abbildung 9.3 dargestellt ist. Die Reaktionsbedingungen
sind in Tabelle 9.2 aufgefiihrt.

5' AATTCTAATACGACTCACTATAGGCAGACCTGATGAGCTGAGGCTTGCCTCAGCGAAACCAGGACTGCAG 3'
3! ATTATGCTGAGTGATAT! GACGTCTTCGA 5'

Abbildung 9.3: Sequenz des DNA-Plasmids fiir das HH-Ribozym: EcoRI Restriktionsenzym
(lila), Hind-IIl Restriktionsenzym (tiirkis), Pstl Restriktionsenzym (rot), Promotor der T7-
RNAP (griin), Ribozym-Sequenz (schwarz).

Tabelle 9.2: Ansatz fiir eine 20 mL Transkription des HH-Ribozyms aus einem DNA-Plasmid.

Edukte Menge
Plasmid 2,1 pg /L

10x Transkriptions-Puffer 2 mL
MgCl, 10 mM
DTT 5 mM
PEG 8000 32 pL
IPP 40 pL
ATP 5 mM
CTP 5 mM
GTP 5 mM
UTP 5 mM
T7-RNAP 5 mL

H,O 11,8 mL

Die Aufreinigung erfolgt analog der Aufreinigung der TAR-RNA in Kapitel 9.2.1.1.
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9.2.1.3 Biochemische Synthese des lariatformenden Ribozyms

Das lariatbildende Ribozym wird aus einem DNA-Plasmid, dessen Sequenz in Ab-
bildung 9.4 dargestellt ist, synthetisiert.

5' AATTCTAATACGACTCACTATAGGAAGAAAGGGCTTCGGCCACTCAA ~

3! ATTATGCTGAGTGATAT ~

~ ACTACAGAGACGCCAGTCACTCAGATATCCTGGTCTGCCTGCAG 3'

~ GACGTCTTCGA 5'

Abbildung 9.4: Sequenz des DNA-Plasmids fiir das lariatformende Ribozym: EcoRI Restrik-
tionsenzym (rosa), Hind-Ill Restriktionsenzym (tiirkis), Pstl Restriktionsenzym (rot), Promotor

der T7-RNAP (griin), Ribozym-Sequenz (schwarz).

Fiir die Transkription fiir 5 h bei 37 °C werden die in Tabelle 9.3 wiedergegebenen
Bedingungen verwendet. Anschlielend erfolgt die Aufreinigung der RNA, analog der
in Kapitel 9.2.1.1 fiir die TAR-RNA beschriebenen Vorgehensweise.

Tabelle 9.3: Ansatz fiir eine 20 mL Transkription des *C- und ' N-markierten lariatformen-

den Ribozyms aus einem DNA-Plasmid.

Edukte Menge
Plasmid 3,5 ug /ul
10x Transkriptions-Puffer 2 mL
MgCl, 10 mM
DTT 5 mM
PEG 8000 32 uL
IPP 80 uL
ATP 4,25 mM
CTP 4,25 mM
GTP 4,25 mM
UTP 4,25 mM
T7-RNAP 4 mL
H,O 10,4 mL
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Es ist auf Grund der Grofle des lariatformenden Ribozyms nicht mdéglich, dieses
mit der Gelelektrophorese von seinen 3’-heterogenen Nebenprodukten zu trennen.
Deshalb wird das Ribozym nach dem ersten Reinigungsschritt mit dem HH-Ribozym
prozessiert, um ein homogenes 3’-Ende zu generieren. Im Puffer fiir die Schneidre-
aktion wird das HH-Ribozym mit dem lariatbildenden Ribozym in einem Verhé&ltnis
von 1,5 : 1 fiir 3 min auf 85°C erhitzt und anschlieffend fiir 30 min bei Raumtem-
peratur belassen. Anschliefend werden 100 mM Magnesiumchlorid zugegeben und
die Reaktionsmischung fiir 3 h auf 30°C erwéarmt.

Nach dem Schneiden des lariatformenden Ribozyms mit dem HH-Ribozym wird

das Produkt erneut mit der Gelelektrophorese gereinigt.

9.2.1.4 Verwendete RNA-Proben

Fiir die NMR-spektroskopischen Untersuchungen und die Kristallisationsansétze
wurden folgende RNA synthetisiert. Die in der Auflistung unerwihnten Nukleotide

sind jeweils nicht Isotopen markiert.

1) 3C- und > N-markiertes Adenosin, Uracil, Cytosin, Guanosin Ribozym (0,67 mM
und 0,35 mM)

2) 13C- und ' N-markiertes Adenosin, Uracil Ribozym (0,7 mM)

3) 13C- und > N-markiertes Cytosin Ribozym (0,5 mM)

4) 13C- und > N-markiertes Guanosin Ribozym (0,3 mM und 0,3 mM)

5) 13C- und ' N-markiertes Uracil Ribozym (0,3 mM)

6) 13C- und ' N-markiertes Adenosin Ribozym (0,4 mM)

7) 2H- H3’ H4’, H5’H5”-markiertes Ribozym (0,2 mM)

8) nicht Isotopen markiertes Ribozym (0,3 mM)

9) 13C- und ' N-markierte Adenosin, Uracil, Cytosin, Guanosin TAR-RNA (1,5 mM)
10) **C- und ' N-markierte Guanosin TAR-RNA (1,2 mM)
11) ¥C- und "> N-markierte Uracil TAR-RNA (0,8 mM)
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9.2.2 NMR-Experimente

In der NMR wird die Wechselwirkung der Atomkerne mit Radiowellen ausgenutzt,
nachdem sich die Kerne in einem dufleren magnetischen Feld B, ausgerichtet haben.
Dabei kommt es zu einer Interaktion zwischen dem magnetischen Moment der Kerne
und den eingestrahlten Wellen. Die Magnetisierung der Kerne kann quantenmecha-
nisch mit Hilfe des Produktoperatorformalismus beschrieben werden [193]. Dieses
mathematische Instrument hilft, die experimentellen Ergebnisse zu verstehen.

Die fiir diese Arbeit ausschlaggebenden Experimente werden nun im Folgen-
den beschrieben. Dazu gehéren das 3D B C-editierte 3C'/12C-gefilterte NOESY, 3D
HCCH-COSY TOCSY, HCCH-E.COSY, PH-ct-COSY und das HCN der Ribose.

9.2.2.1 Nuclear Overhauser Enhancement and Exchange

Spectroscopy

Das NOESY ist ein Experiment, in dem in zwei Dimensionen die chemischen Ver-
schiebungen der durch NOE wechselwirkenden Spins dargestellt werden [52]. Der
NOE spiegelt sich in der Anderung der Intensitit des NMR-Signals eines Spins I
durch die Wechselwirkung mit einem anderen Spin S wieder. Diese Wechselwirkung
spielt sich {iber den Raum ab, die beiden Spins miissen nicht aneinander gebunden
sein. Die beiden Spins kénnen dabei bis zu 5 A voneinander entfernt sein. Daten
basierend auf NOESY-Spektren stellen deshalb bei groflen Molekiilen die einzige
direkte Information iiber Atomabsténde dar [173]. Die Pulssequenz fiir ein NOESY-
Experiment ist in Abbildung 9.5 dargestellt.

- H t, T, (I)rec

Abbildung 9.5: Die Pulssequenz des NOESY-Experiments.

Die Magnetisierung liegt nach den ersten beiden 90 °-Pulsen in der Form (a)
H,— — H, cos(Qty) + H, sin(Qy) (9.1)

vor, wobei die transversale Magnetisierung H, sin(2¢;) durch einen Phasenzyklus

oder einen Gradienten eliminiert werden kann. In der Mischzeit 7,,, wird durch Rela-
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xation {iber eine dipolare Kopplung Magnetisierung auf die anderen Kerne S trans-

feriert (b).
—H, cos(Qty)— — H, cos(Qty)arr(Tm) — S, cos(Qq)ars(Tm) (9.2)

Der letzte 90 °-Puls generiert wieder transversale, detektierbare Magnetisierung (c).

Der Magnetisierungsiibertrag durch die dipolare Kopplung ist wie folgt erklarbar:
Zwei Spins H und S konnen vier unterschiedliche Energieniveaus eingehen, wie in
Abbildung 9.6 gezeigt. Durch Relaxation kommt es zu Ubergingen zwischen allen
vier Niveaus; auch Ubergiinge zwischen Energieniveaus kénnen stattfinden, die nor-
malerweise verboten sind. Die quantenmechanisch erlaubten Energieiibergénge sind
in Abbildung 9.6 als W/ und W} dargestellt. Bei diesen Ubergingen handelt es sich
um Einquanteniiberginge; die in der Abbildung mit W% und WJ° bezeichneten

Ubergénge sind Nullquanten- und Doppelquanteniiberginge.

4 PPy

Abbildung 9.6: Energieschema fiir zwei Spins | und S mit 1=1/2.

Die Uberginge zwischen den verschiedenen Energieniveaus konnen statistisch mit
der Salomon-Gleichung behandelt werden. Die I-Magnetisierung entspricht dabei der

Differenz der Populationen der Ubergéinge 1-2 und 3-4 im Energieschema.

I,=n; —ng+ns—ny (9.3)
Fiir die S-Magnetisierung gilt analog:

S,=ny—ng+ng—ny (9.4)

Bei den beiden oben beschriebenen Kohérenzen handelt es sich um Einquanten-
Ubergiinge. Ahnlich kénnen die Null- und Doppelquantenkohérenzen mit der Misch-

magnetisierung 27,5, beschrieben werden.

21,5, =ny —ng +ns —ny (9.5)
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Die Populationen der Energieniveaus werden nicht absolut behandelt. Vielmehr wird
nur die Abweichung vom Gleichgewichtszustand betrachtet. Dies fiithrt zu drei zeitab-
héngigen Gleichungen. In Formel 9.6 ist der zeitliche Verlauf der I-Magnetisierung

aufgefithrt. Analog sehen die Gleichungen fiir die anderen Magnetisierungen aus.

dl. d(ny—mny) d(ns —ny)
at dt + dt (96)

Diese drei Differentialgleichungen sind l6sbar. Fiir die I,-Magnetisierung sieht die

Gleichung wie folgt aus:

d(Izd;IS) — _<W1[+WII+W2IS+WOIS) (Iz_I,g)
(WS — WiS) (S, —S9) (9.7)
—(wl —wi" 2L.S.,

19 und S? stellen die Magnetisierung im Gleichgewichtszustand dar, WY die Uber-
gangswahrscheinlichkeit, die zwischen den unterschiedlichen Energieniveaus auftre-
ten konnen. Die Gleichung zeigt, dass die Population von I, nicht nur von den
Ubergingen I, — I° abhingt, sondern auch von S, — S% und 2I.S,. Die beiden
Magnetisierungen I und S sind dadurch voneinander abhéngig; dndert sich die Po-
pulation von I, dndert sich auch die Population von S,. Dieses Phdnomen wird als
Kreuzrelaxation bezeichnet. Der erste Term der Gleichung 9.7 stellt die Relaxati-
on von Spin I unabhéngig von Spin S dar. Diese Relaxation tritt auch auf, wenn
keine Null- und Doppelquanteniibergdnge moglich sind. Der zweite Term der Glei-
chung 9.7 gibt die Kreuzrelaxation zwischen Spin I und Spin S wieder. Auf diesem
Term beruht der NOE, fithrt doch die Anderung der Population von Spin I zu einer
Anderung der Zustandsdichte von Spin S. Der Faktor (WJ9 — W{%) wird auch als
Kreuzrelaxationskonstante o;g bezeichnet. In den Operatoren der Kreuzrelaxation
ist der Abstand der beiden Spins in der Form r=% enthalten. Der dritte Term be-
schreibt den Transfer von I,S,-Magnetisierung in reine Magnetisierung des Spins
I. Nur wenn die Raten der Ubergéinge W/ und W/ ungleich sind, findet ein Ener-
gielibergang statt. Dies tritt nur auf, wenn Kreuzkorrelation zwischen verschiedenen

Relaxationsmechanismen stattfindet.

Der NOE fiithrt zum Auftreten von Kreuzsignalen von Spins, die nicht mehr als
5 A von einander entfernt sind, wobei die Signalintensitit von der Entfernung der

beiden Spins abhéngt.
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9.2.2.2 Das 3D ¥C-editierte *C-gefilterte NOESY und
das 3D '3C-editierte >C-gefilterte NOESY

Die Zuordnung des 20 kDa groBen *C- und !> N-markierten Ribozyms ist mit *C-
editierten NOESY Spektren auf Grund der groBen spektralen Uberlagerung nicht
moglich. Deshalb wurden, wie in Kapitel 3.2.1 erwéhnt, fiir die Zuordnung Proben
mit unterschiedlichen Markierungsmustern eingesetzt. In dem 3D 3C-editierten *C-
gefilterten NOESY wird ein Filter eingesetzt, mit dessen Hilfe nur NOE-Signale im
Spektrum zwischen 3C-gebundenen Protonen sichtbar sind, im 3C-editierten 2C-
gefilterten NOESY wird ein Filter eingesetzt, mit dessen Hilfe nur NOE-Signale
im Spektrum zwischen *C- und '?C-gebundenen Protonen sichtbar sind [83]. Die

Pulssequenz fiir die beiden Spektren ist in Abbildung 9.7 dargestellt.

y
A/ZI d)rec
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Abbildung 9.7: Pulssequenz des '3C-editierten '>C-gefilterten NOESY ohne 90 °-Puls auf
Kohlenstoff (a) und '3C-editierten 12C-gefilterten NOESY mit 90 °-Puls auf Kohlenstoff (b).
Die mandelférmigen Pulse A sind adiabatische Chirp-Pulse, die mandelférmigen I' und = Pulse
WURST-Pulse mit einer Lange von I' = 1859 ns beziehungsweise = = 2358 ns bei 800 MHz
[83]. Der Phasenzyklus lautet ¢1=x, -x; ¢2=2(x), 2(-x); ¢3(A)=4(x), 4(-x); ¢3(B)=4(y), 4(-y);
Orec=X, 2(-X), X, -X, 2(x), -x. Die Wartezeit A betragt 2,8 ms, 6=1,6 ms.

Zunéchst wird die Magnetisierung in einem INEPT-Schritt (Insensitive Nucleus
Enhanced by Polarization Transfer) [194] iiber eine Evolutionszeit von A = -
von den Protonen auf Kohlenstoff iibertragen 2H.C, (a). In der darauf folgenden
Evolutionsperiode t; entwickelt sich die chemische Verschiebung des Kohlenstoffs
(b):

2H.C, — 2H,C, cos(Qy) — 2H,C,, sin(2t) (9.8)
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Durch zwei 90 °-Pulse auf Protonen und Kohlenstoff wird nun —2H,C’, cos(€2¢;) Ma-
gnetisierung generiert. Die Protonen evolvieren in der nun folgenden semi-constant-

time Periode (semi-ct) [195] t2 (c):
—2H,C, cos(Qty) — H, cos(Qty) cos(Qta) + H,, cos(Qty) sin(Q2) (9.9)

Die durch einen 90°-Puls auf Protonen vorliegende longitudinale Magnetisierung
kreuzrelaxiert in der Mischzeit 7, zu Hi,ag1goTm + HoagimeTm (d). Darauf hin
folgt der *C- (A) oder ?C-Filter (B). Die '*C-Magnetisierung wird in dem Filter
durch einen WURST-Puls (Pulse Gamma I" und Xi Z) abhéngig von der chemischen
Verschiebung des Kohlenstoffs und der Rate, mit der der adiabatische Puls durch
den Frequenzbereich fahrt, invertiert [196, 197]. Nach dem WURST-Puls ist die
Magnetisierung der 3C-gebundenen Protonen Antiphase und der 2C-gebundenen
Protonen Inphase. Der Gradient G6 im *C-editierten '3C-gefilterten NOESY (A)
dephasiert daraufhin die Magnetisierung von ?C-gebundenen Protonen. Im 3C-
editierten 2C-gefilterten NOESY liegt die 3C-Magnetisierung durch den 90 °(y)-
Puls in (B) transversal vor und dephasiert durch den Gradient G6. In einem weiteren,
durch einen WURST-Puls auf Kohlenstoff 1*C modifizierten INEPT-Schritt wird die

Magnetisierung zuriick auf Protonen iibertragen und detektiert (e).

Experimentelle Daten: 3D C-editiertes 13C /12C-gefiltertes
NOESY

Es werden 2k (t3) x 118 () x 170 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die An-
zahl der Scans betrigt 8. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,2 s ge-
setzt. Bei der Messung entspricht die Tréagerfrequenzen olp der Frequenz des Was-
sers, 02p(**C) = 114,0 ppm und 03p(**N) = 165,0 ppm. Die Spektrale Weite SW
wird in ws = 10,0 ppm, we = 7,7 ppm und w; = 54,0 ppm gesetzt. Die NOESY-
Mischzeit 7, betragt 150 ms und 300 ms. Die adiabatische Stickstoff-Entkopplung
mit einem chirp-Puls hat eine Feldstérke von 400 Hz bei einer Protonenfrequenz von
800 MHz. Die adiabatische Kohlenstoff-Entkopplung mit einem chirp-Puls besitzt
eine Feldstiirke von 2 kHz. Die Wurst-Pulse des 3C'/12C-Filters weisen eine Linge
von I' = 1859 ns und = = 2358 ns mit einer Bandbreite von 80 kHz und einem
offset von -12 kHz auf. Die Gradienten haben eine Feldstérke von G = 7,5 G/cm,
G5 =5 G/em, G5 = 15 G/em, G = 20 G/cm, GZ = 5 G/cm, G = 17,5 G/cm,
G% =25 G/cm und G§ = 15 G/cm.
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Experimentelle Daten: 3D 3C-editiertes
NOESY

Es werden 2k (t3) x 140 (t9) x 140 (t;) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl
der Scans betrdagt 8. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,7 s gesetzt.
Bei der Messung entspricht die Tragerfrequenzen olp der Frequenz des Wassers,
02p(*3C) = 114,0 ppm und 03p(** N) = 165,0 ppm. Die Spektrale Weite SW wird in
w3z = 12,0 ppm, we = 7,7 ppm und w, = 54,0 ppm gesetzt. Die NOESY-Mischzeit 7,
betragt 150 ms. Die adiabatische Stickstoff-Entkopplung mit einem chirp-Puls weist
eine Feldstédrke von 400 Hz bei einer Protonenfrequenz von 800 MHz auf, die adia-
batische Kohlenstoff-Entkopplung mit einem chirp-Puls besitzt eine Feldstérke von
650 Hz. Die Gradienten haben eine Feldstdrke von G} = 15 G/cm, G5 = 10 G/cm,
G5 =25 G/cm, G = 30 G/cm, GE = -7,5 G/cm und G = 27,5 G/cm.

9.2.2.3 Das 3D HCCH-COSY TOCSY

Fiir die Zuordnung der Resonanzen in der Ribose bietet sich das 3D HCCH-COSY
TOCSY an [85], das auf dem HCCH-TOCSY [198, 199] und HCCH-COSY basiert
[200, 201]. Mit diesem Spektrum ist es, wie bereits in Kapitel 3.2.2.2 beschrieben,
moglich, alle Kohlenstoff- und Wasserstoffresonanzen in der Ribose der RNA zu
zuordnen. Dazu kann ein sequentieller Lauf durch das Spinsystem in der Ribose von

den Protonen zu den Kohlenstoffatomen durchgefiihrt werden.

¢, y Wasser
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Abbildung 9.8: Pulssequenz des HCCH-COSY TOCSY. Der Phasenzyklus lautet ¢1=x, -x;
$2=2(x), 2(-X); drec=x, 2(-x), x. Die Perioden betragen T=6,4 ms, A;=1,0 ms, Ay=2,2 ms,

A3=32ms, 7,=7,=1,5 ms, 7.=1,0 ms, 7,=1,6 ms.
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Zunichst wird die Magnetisierung der Protonen H;/, mit einem 90 °-Puls in die
transversale Ebene gebracht. Anschlieend evolviert deren chemische Verschiebung
in der semi-ct Periode ¢; und die Kopplung zu den Kohlenstoffatomen fiir 7, und 7,
in einem INEPT mit (a)

—Hlxy — 2H1/101/Z COS(Qtl) + 2H1/y01/Z Sil’l(Qtl) (910)

Anschliefend wird in einem COSY-Schritt die Magnetisierung auf die benachbarten
Kohlenstoffatome iibertragen (b).

—2H,Cyry cos(Qty) — Chry cos(Qty) cos(mJA) (9.11a)
+ CyryCyr, cos(Qty) sin(mJA) (9.11Db)

Die Kopplung zu den Protonen Jop evolviert fiir A; — Ay + Ay = 2 ms. Damit
evolviert die Magnetisierung in Form der Kopplung fiir ca. ﬁ. Dadurch wird die
Jou-Kopplung refokussiert. Die Kopplung zwischen den Kohlenstoffatomen Jeq/¢or
evolviert fiir A;+As+As = 6,4 ms. Dies fithrt zu den COSY-Kreuzsignalen zwischen
den Kohlenstoffatomen. Daraufhin folgt nach einem 90 °(x)-Puls die ct-Evolution der

chemischen Verschiebung des Kohlenstoffs. Die Magnetisierung liegt nun in der Form

()

—C/,Cyy cos(Qty) sin(mJA) — Cyr, cos(Qty) sin(mJA) cos(2t2) (9.12a)
+ Cyry, cos(Q2ty) sin(mJA) sin(Qt5) (9.12b)

vor. In der ct-Evolution wird die homonukleare Joyco-Kopplung fiir 6,4 ms evol-
viert und dadurch der Cy/.-Operator eliminiert. Nun folgt die TOCSY-Mischzeit 7,
mit einer DIPSI-2 Sequenz [202]. Diese Mischsequenz besteht aus einer Reihe von
Pulsen abwechselnder Phase (y, -y). Durch diese Pulse wird die energetische Differenz
zwischen den verschiedenen Spins eliminiert, die aus der chemischen Verschiebung
resultiert und die Energieniveaus gleichen sich an. Es kommt zum Kohérenztransfer
zwischen den Kohlenstoffatomen in der Ribose, der nur von der Kopplung der Spins
abhéngig ist (d).

Cy, cos(Q2tq) sin(mJA) cos(Qy) — Z CoryiCs /4 /50yl T (9.13a)
k=1
cos(Qty) sin(mJA) cos(Q2ts) (9.13b)

ay ist ein Skalierungsfaktor fiir den TOCSY-Transfer. In erster Ndherung sollte er

bei einem effektiven Transfer >, _, a; = 1 betragen. Eine transversale Relaxation
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wére in diesem Fall vernachldssigt. Die Gradienten G4 vor und nach der Misch-
zeit zerstoren die aus der ct-Evolutionsperiode stammenden Antiphase-Terme, die
zu einem gezielten TOCSY-Transfer fithren konnten [203]. Nach der Mischzeit 7,
wird in einem INEPT-Schritt die Magnetisierung zuriick auf die Protonen transfe-
riert und detektiert (e). Wahrend der Aquisition wird mit einer GARP-Sequenz der
Kohlenstoff entkoppelt [204].

Im Spektrum sind in der direkten ' H-Ebene die TOCSY-Signale und in der in-
direkten ' H-Ebene die COSY-Signale zu sehen. Uber die ¥*C-chemischen Verschie-

bungen kénnen dann die Resonanzen fiir die ganze Ribose zugeordnet werden.

Experimentelle Daten: HCCH-COSY TOCSY

Es werden 2k (t3) x 66 (¢2) x 114 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl
der Scans betragt 16. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,8 s gesetzt.
Bei der Messung entspricht die Trégerfrequenzen olp der Frequenz des Wassers,
02p(13C) = 79,0 ppm und 03p(**N) = 158,0 ppm. Die Spektrale Weite SW wird in
w3y = 5,0 ppm, wy = 27,0 ppm und w; = 4,0 ppm gesetzt. Die Lange des COSY
betrigt 3,2 ms. Das DIPSI-2 weist eine Feldstirke von 31 kHz mit einer Misch-
zeit von 8 ms oder 22 ms auf. Die GARP-Entkopplung besitzt eine Feldstiarke von
7,1 kHz. Die Gradienten haben eine Feldstérke von G5 = 25 G/cm, G5 = 5 G/cm,
G5 =15 G/em, GE = 12,5 G/cm, G = 30 G/cm und GZ = 9 G/cm.

9.2.2.4 Experimente zur Bestimmung des sugar puckers:
das HCCH-E.COSY

Die Konformation des Zuckerpuckers kann iiber diverse homo- und heteronukleare
Kopplungen bestimmt werden [205]. Dazu gehéren die 2 Jg1/go-, 3T ga-, 3 Jazon-
und 3J g cu-Kopplungen sowie die 2Jgo -, 2Jmocs-, 2Jsco- und 2J s ca-Kopp-
lungen. Auch die ! Jyoco- und ' Jyscz-Kopplungen spiegeln die Konformation der
Ribose wieder.

Die heteronuklearen 2Jxs o1~ und 2Jgecu-Kopplungen hingen von der Konfor-
mation des Zuckers ab, withrend die 3.Jy1/03- und 3Jyyco-Kopplungen nur wenig
vom sugar pucker der Ribose beeinflusst werden. In der C2’-endo-Konformation be-
trigt die 3.J-Kopplung zwischen dem H3’- und dem C1’-Atom ca. 6,5 Hz, wihrend sie
in der C3’-endo-Konformation ca. 2 Hz betriigt. Die 3 J-Kopplung zwischen dem H2’-
und C4’-Atom betragt in der C2’-endo-Konformation ca. 0,5 Hz, in der C3’-endo-
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Konformation 4,2 Hz. Die 3Jy 1 mo-Kopplungen sind in der C3’-endo-Konformation
klein; in der C2-endo-Konformation gro. Die 3Jyy ga-Kopplungen sind im Gegen-
satz dazu in der C3’-endo-Konformation grofl und klein in der C2’-endo-Konformation
[205].

Der Ubergang der Ribose von der C3’-endo- in die C2-endo-Konformation spie-
gelt sich in einem Wechsel des Vorzeichens der 2Jywci-, 2Jgocs-, 2Jmscw- und
2 Juscy-Kopplungen wider. Steht das Hx'-Atom in der Konformation trans zu ei-
nem elektronegativen Y-Atom, ist das Vorzeichen der Kopplung positiv (C3’-endo-
Konformation); stehen beide Atome in einer gauche-Konformation, ist das Vorzei-
chen negativ (C2’-endo-Konformation). Der Vorzeichenwechsel kommt durch die
elektronegativen Substituenten der Ribose, sei es das O4’- oder das N1- bezie-
hungsweise N9-Atom der Base. In der C3’-endo-Konformation steht so das stark
elektronegative O4’-Atom trans zum H2’, wihrend das weniger elektronegative N1-
beziehungsweise N9-Atom gauche zum H2’-Atom steht. Das Vorzeichen basiert also
auf der Wechselwirkung mit den beiden Substituenten und fiihrt zu dem positiven

Vorzeichen der Kopplung auf Grund des stirkeren Effekts des O4’-Atoms.

Die 'Jo g-Kopplungen sind von der Konformation der Ribose und dem Win-
kel x zwischen Base und Zucker, der in Abbildung 9.9 dargestellt ist, abhéngig.
In der C2-endo-Konformation betriigt die 'Jeoo go-Kopplung ca. 149 Hz, in der
C3’-endo-Konformation ca. 159 Hz. Die ' Jos y3-Kopplung betrigt in der C2’-endo-

Konformation ca. 159 Hz, in der C3’-endo-Konformation 149 Hz.

Abbildung 9.9: Nomenklatur der Winkel in der RNA.
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Abbildung 9.10: Pulssequenz des HCCH-E. COSY. Der Phasenzyklus lautet ¢1=7(-y),
6(y+360°), -y+360°; ¢p2=6(-y), y+360°; ¢3=14(x), 14(-x), p2=6(y), -y; ¢5=28(x), 28(-x);
d6=06(y), -Y; Prec=7(x), 14(-x), 7(x) mit 5=8. 7 betrdgt 1,5 ms, T 15 ms, T, 12 ms.

In dieser Arbeit beschrénkt sich die Untersuchung der Konformation der Ri-
bose auf die Interpretation von 3.Jg1 go-Kopplungen. Fiir die Bestimmung der 3.J-
Kopplungen wird ein HCCH-E.COSY eingesetzt.

Das HCCH-E.COSY dient der Messung von 3.J-Kopplungen zwischen Protonen
in der Ribose [101, 102]. In der we-Dimension der Protonen koénnen homonuklea-
re Kopplungen aus der Aufspaltung der Signale extrahiert werden, die in der wi-
Dimension des Kohlenstoffs durch die 'Jyc-Kopplung getrennt sind. Die Pulsse-
quenz ist in Abbildung 9.10 dargestellt.

Mit Hilfe eines INEPT-Schrittes wird die Magnetisierung von den Protonen auf
den Kohlenstoff iibertragen (a). Sie liegt nun in der Form 2H,.C, vor. In der nun
folgenden Evolution entwickelt sich die chemische Verschiebung der Kohlenstoffato-

|51

me fiir 3 + % — (% — 4) = t,. Die heteronukleare Kopplung zwischen den Spins C

und H evolviert fiir 7 — £ +7— 42 4 (£ — &) = —¢; + 27. Die Kopplung fiihrt in der
Evolution ¢; zur In-Phase Aufspaltung der Resonanzen in der w;-Dimension. Da das
Zeitintervall 27 = ﬁ gesetzt wird, evolviert die Magnetisierung mit der Kopplung
Jyc in der Form:

2H,Cy— — C, (9.14)
Die homonukleare Kopplung zwischen den Spins C evolviert fiir die Zeit T (b).
—Cx—> — QOlyCQZSin(WJCICQT) (915)

Da das Zeitintervall T konstant ist, beeinflusst es die Amplitude des Signals. Eine

1
2Jcc

Beeintrichtigung der Intensitdten der Resonanzen wird verhindert, indem 7" =

gesetzt wird.
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Durch den nun folgenden 90 °-Puls wird die Magnetisierung von Cs in die trans-

versale Ebene gebracht (c).

_201y02z—> — 201202y (916)
In der Zeit 27 entwickelt sich fiir 27 = ﬁ die heteronukleare Kopplung zwischen
Spin H und Spin C.

201202y—)401z02xH22 (917)

Die homonukleare Kopplung Joe entwickelt sich fiir 7.

401202xH2Z—>202yH225in(7chcTc> (918)
Das Zeitintervall T, wird dabei 77— o gesetzt. Dies ist das ideale Zeitintervall fiir
3
JH1'H2’

@@I
140

Abbildung 9.11: Aufspaltung der Resonanzen eines HCCH-E. COSY. Aus der Aufspaltung

in der ws-Dimension der Protonen ist die 3JH1/,H2/—KoppIung der Protonen extrahierbar.

1
] C1’H1’

Kohlenstoffatome mit zwei koppelnden Partnern, damit die Kopplung die Signalin-
tensitét nicht beeintrachtigt. Nach dem E.COSY Element wird die Magnetisierung in
einem INEPT-Schritt zuriick auf den Spin H {ibertragen und anschliefend detektiert
(e).

Das E.COSY Prinzip garantiert, dass die a- und -Spinzusténde des H; nach der
Evolutionszeit t; nicht gemischt werden. Es basiert auf einer Extraktion der Kopp-
lung zwischen dem Spin H1” und H2’ aus dem relativen Abstand der einzelnen Kom-
ponenten eines Kreuzsignals zwischen Spin H1’ und C1’. In einer Dimension enthélt
das Kreuzsignal die Kopplung Jg1/ o und in der anderen Dimension die Kopplung
Juv cr. Um die Kopplung der beiden Spins H1” und H2’ mit dieser Methode messen
zu konnen, wird also ein dritter Spin C1’ bendétigt, der eine gut aufgeloste Kopplung

mit dem Spin H2’ besitzt. Auflerdem muss die Magnetisierung von Spin H1” auf Spin
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C1’ transferierbar sein, ohne die Spinpolarisation von Spin H2’ zu beeintriachtigen.
In Abbildung 9.11 ist die Aufspaltung der Signale eines HCCH-E.COSY dargestellt.
Aus der Aufspaltung in der wy-Dimension kann die homonukleare Jg go-Kopplung
extrahiert werden. Durch das E.COSY besitzen zwei Signale die volle Intensitit und
die beiden anderen Signale nur eine geringe Intensitéit, so dass sie kaum sichtbar
sind. Die Aufspaltung der Resonanzen in der w;-Dimension erleichtert die Auswer-
tung kleiner Kopplungen in wy, weil diese durch die Linienbreiten der Signale nicht

iiberdeckt werden.

Experimentelle Daten: HCCH-E.COSY

Es werden 2k () x 128 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl der Scans
betrigt 840. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,8 s gesetzt. Bei der Mes-
sung entspricht die Trigerfrequenzen olp der Frequenz des Wassers und o2p(}3C') =
79,0 ppm. Die Spektrale Weite SW wird in wy = 11,0 ppm und w; = 31,5 ppm ge-
setzt. Die Lange des COSY betragt 7,5 ms. Die Gradienten haben eine Feldstérke von
G =12,5G/cm, G =5G/cm, G5 = 12,5 G/cm, G5 =2,5 G/cm und G = 15 G/cm.

9.2.2.5 Das PH-ct-COSY

Die Struktur der RNA wird vor allem durch die Basenpaarung und das Phosphat-
riickgrat beeinflusst. In der NMR-Spektroskopie konnen die Dihedralwinkel des Phos-
phatriickgrats (3, 7, 0 und €, dargestellt in Abbildung 9.9, durch homo- und heteronu-
kleare Kopplungen Jyy, Jpy, Jop und Jog bestimmt werden [206, 207]. Jedoch ist
die Messung der 3Jpy-Kopplung problematisch, da die chemischen Verschiebungen
0 sehr dhnlich sind und somit die passiven Jyg-Kopplungen in der Ribose nicht se-
lektiv refokussiert werden konnen. Mit Hilfe eines PH-ct-COSY konnen die 3.J PH3-

und 3 Jp g5-Kopplungen gemessen werden [106].

Die Pulssequenz ist in Abbildung 9.12 dargestellt. Die Magnetisierung des Phos-
phors wird mit einem 90 °-Puls in die transversale Ebene gebracht und liegt dann in
der Form —P, vor (a). Wéhrend der darauf folgenden ct-Evolutionsperiode entwi-
ckelt sich die Magnetisierung unter der Jpy-Kopplung und liegt anschliefend in der
Form (b)

2P, Hy.sin(n g, T)gcos(mJgpT)e 2T (9.19)
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Abbildung 9.12: Pulssequenz des PH-ct-COSY. Die Phasen der Pulse lauten ¢1=x, -x;
b2=2(y), 2(-y); ¢3=4(x), 4(-X); Grec=%, 2(-x), X, -X, 2(x), -x. Die totale Evolutionszeit T
betragt 30 ms.

vor. Durch die zwei 90 °-Pulse auf Phosphor und Protonen wird die Magnetisierung

in die observierbare Form (c)
QPZHlysm(wJHlPT)chos(ﬂJHka)e’RST (9.20)

gebracht und detektiert. Das Signal ist dispersiv und in Antiphase hinsichtlich der
3 Jpu-Kopplung. H; ist in den Formeln die in ¢, detektierte Magnetisierung, Hj, sind
passiv mit dem Phosphor koppelnde Protonen und R} ist die Relaxationsrate der
transversalen Phosphormagnetisierung. Die Kopplung der H3’-Atome mit dem Phos-
phor des RNA-Riickgrats kann aus Experimenten mit unterschiedlichen ct-Perioden

T extrahiert werden.
Experimentelle Daten: PH-ct-COSY

Es werden 2k (t2) x 120 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl der Scans
betréigt 536. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,4 s gesetzt. Bei der Mes-
sung entspricht die Trigerfrequenzen olp der Frequenz des Wassers und o3p(*' P) =
0,0 ppm. Die Spektrale Weite SW wird in wy, = 11,0 ppm und w; = 8,0 ppm ge-
setzt. Die Lange des COSY betrdgt 30 ms. Die Gradienten haben eine Feldstéarke
von G§ = 20 G/cm und G5 = 30 G/cm.

9.2.2.6 Die HCNs und das H(C)N(C)H

Fiir die Korrelation der C1’H1’-Resonanzen der Ribose zu den C6H6- bezichungswei-
se C8H8-Resonanzen der Base wird das HCN der Ribose und Base [87, 88] sowie das
H(C)N(C)H verwendet [87]. Exemplarisch wird in diesem Kapitel nur die Pulsse-
quenz des HCN der Ribose, das in Abbildung 9.13 dargestellt ist, besprochen.
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Abbildung 9.13: Pulssequenz des HCN der Ribose. Der Phasenzyklus lautet ¢1=x, -x;
$2=2(x), 2(-x); p3=4(x), 4(-X); Prec=x%, 2(-X), X, -X, 2(x), -x. Die Intervalle A betragen 3 ms,
t2=30 ms und §=7,5 ms.

Die longitudinale Magnetisierung der Protonen wird in einem INEPT-Schritt auf
die Kohlenstoffatome iibertragen H,C, (a). In dem darauf folgenden Abschnitt wird
die Magnetisierung von den Kohlenstoffatomen auf die Stickstoffatome iibertragen.
Dazu wird die Magnetisierung der Protonen und ¥*C-Atome mit reburp-Pulsen re-
fokussiert und die Magnetisierung des ' N mit einem iburp-Puls invertiert [208], so
dass die Kopplung zwischen Stickstoff und Kohlenstoff von 11—12 Hz fiir A = %
evolviert. Auf Grund der Joy-Kopplung von 11—12 Hz sollte theoretisch eine Evo-
lutionszeit von 42 ms bis 45 ms verwendet werden. Durch die Spin-Spin-Relaxation
wird allerdings nur ein Intervall von 30 ms benutzt. Die selektiven reburp-Pulse wer-
den eingesetzt, um ausschlieflich die Magnetisierung der C1’- und H1’-Atome zu
refokussieren. Damit kann sich in der Ribose keine Kopplung zu anderen Protonen
und Kohlenstoffatomen entwickeln. Anschlieend wird die transversale Magnetisie-
rung der Protonen mit einem 90 °-Puls wieder longitudinal. Durch die Multiquan-
tenterme wahrend des Mo — My-Transfers wird die Relaxation durch die dipolare
Interaktion zwischen dem H1” und C1 verhindert [95, 209]. Die Evolution der che-
mischen Verschiebung der Protonen wird durch die reburp-Pulse ebenfalls verhindert.
Die Magnetisierung liegt nun in der Form 4H,C,N,, (b) vor. In der Evolutionszeit

t; entwickelt sich nun die chemische Verschiebung des "N (c):

4H.C.N, — 4H.C,N, cos Qt; — 4H.C, N, sin (2, (9.21)
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Anschlieflend wird die Magnetisierung zuriick auf den Kohlenstoff iibertragen und
die chemische Verschiebung des '3C evolviert in einer constant-time Periode t5, um

homonukleare Kopplungen zwischen dem C1’- und C2’-Atom zu refokussieren (d).
4H,CyN, cos Qty — 4H,C, cos Qty cos Uty + 4H,C,, cos Oty sin Oty (9.22)

Nun wird die Magnetisierung in einem INEPT-Schritt zuriick auf die Protonen trans-
feriert und detektiert H, cos Qt; cos Qty (e). Der Kohlenstoff wird wiahrend der Aqui-
sition mit einer garp-Sequenz entkoppelt [204].

Experimentelle Daten: HCN(Ribose)

Es werden 2k (t3) x 72 (t2) x 128 (1) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl der
Scans betragt 16. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,7 s gesetzt. Bei der
Messung entsprechen die Triigerfrequenzen olp(*H) = 5,7 ppm, 02p(*3C') = 90 ppm
und 03p(*®N) = 158 ppm. Die Spektrale Weite SW wird wz = 12,0 ppm, wy =
16,0 ppm und w; = 30,0 ppm gesetzt. Der reburp-Puls auf ' H hat eine Linge von
4 ms bei einer Protonenfrequenz von 600 MHz, der reburp-Puls auf *C' hat eine
Linge von 3 ms und der iburp-Puls 2 auf >N hat eine Linge von 1,6 ms. Die
Feldstiirke der garp-Entkopplung auf 3C betrigt 4,2 kHz. Die Gradienten haben
eine Feldstirke von Gf =7 G/cm, G5 = 35 G/cm, G = 22,5 G/cm, G} = 7,5 G/cm
und G = 10 G/cm. Die angegebenen Parameter gelten fiir ein HCN(Ribose) des
vollmarkierten Ribozyms; fiir die Ribozyme mit nur einem markierten Nukleotid

miissen die Parameter angeglichen werden.

Experimentelle Daten: HCN(Base)

Es werden 2k (t3) x 70 (t2) x 128 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die Anzahl
der Scans betrigt 16. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,7 s gesetzt.
Bei der Messung entsprechen die Tragerfrequenzen olp der Frequenz des Wassers,
02p(**C) = 138 ppm und 03p(**N) = 158 ppm. Die Spektrale Weite SW wird
w3y = 12,0 ppm, wy = 16,0 ppm und w; = 30,0 ppm gesetzt. Der reburp-Puls
auf *C hat eine Liénge von 2,5 ms bei einer Protonenfrequenz von 600 MHz. Die
Feldstiirke der garp-Entkopplung auf *C betriigt 4,2 kHz. Die Gradienten haben ei-
ne Feldstérke von G5 = 10 G/cm, G5 = 40 G/cm, G5 = 12,5 G/cm, G = 7,5 G/cm,
Gz = 17,5 G/cm und G§ = -30 G/cm. Die angegebenen Parameter gelten fiir ein
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HCN(Base) des vollmarkierten Ribozyms; fiir die Ribozyme mit nur einem markier-

ten Nukleotid miissen die Parameter angeglichen werden.

Experimentelle Daten: H(C)N(C)H

Es werden 2k (t3) x 66 (t2) x 48 (¢;) Datenpunkte aufgenommen. Die An-
zahl der Scans betragt 64. Die Relaxationszeit nach jedem Scan wird auf 1,7 s
gesetzt. Bei der Messung entsprechen die Tragerfrequenzen olp der Frequenz des
Wassers, 02p(**C) = 88 ppm und o3p(** N) = 158 ppm. Die Spektrale Weite SW
wird wy = 10,0 ppm, wy = 30,0 ppm und w; = 1,7 ppm gesetzt. Der reburp-Puls
auf 'H hat eine Linge von 3,3 ms bei einer Protonenfrequenz von 600 MHz, der
reburp-Puls auf 13C besitzt eine Linge von 3 ms, der iburp-Puls 2 auf *C weist eine
Linge von 2,3 ms auf und der iburp-Puls 2 auf >N hat eine Linge von 1,6 ms. Die
Feldstiirke der garp-Entkopplung auf *C' betrigt 5 kHz; die Feldstirke der garp-
Entkopplung auf N entspricht 4,4 kHz. Die Gradienten haben eine Feldstiirke von
G7 =10 G/cm, G = 25 G/cm, G5 = 30 G/cm, G5 = 40 G/cm, GZ = 6 G/cm und
G¢ = 7,5 G/cm. Die angegebenen Parameter gelten fiir ein H(C)N(C)H des vollmar-
kierten Ribozyms; fiir die Ribozyme mit nur einem markierten Nukleotid miissen

die Parameter angeglichen werden.
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9.2.3 Kiristallisation

Mit der linearen Form des lariatbildenden Ribozyms wurden fiir die Rontgenstruktur-
aufklarung Kristallisationsversuche unternommen. Bei der hier verwendeten Ver-
dampfungsdiffusion am sitzenden Tropfen stehen dabei in einem abgeschlossenen
System eine 5 plb Losung aus der zu kristallisierenden RNA und einem Reagenz
iitber den Dampfdruck in einem Gleichgewicht mit einem 500 pL. Reservoir, das nur
aus der Reagenz besteht [115]. Durch den Dampfdruck geht das Losungsmittel Was-
ser von dem Tropfen in das Reservoir iiber, bis sich ein Konzentrations-Gleichgewicht
eingestellt hat. Dies fithrt zu einer Zunahme der RNA-Konzentration im Tropfen.
Durch die erhohte Konzentration kann die RNA auskristallisieren.

Mit Hilfe eines Pipettier-Roboters wurden auf Platten 0,1 plL einer 0,3 mM
Losung des linearen Ribozyms in 10 mM Natriumcacodylat pH=6,5 zu 4,9 uL
Reagenz iiber einem Reservoir von 500 pl. Reagenz gegeben. Es wurden 624 Rea-
genzien verwendet, die in Anhang B aufgelistet sind. Dabei handelt es sich um
die Standart-Kristallisationsséitze der Firma Qiagen: Classics Siute, MPD Siute
(2-Methyl-2,4pentandiol), Nucleixz Suite, PEG/Ion Suite (Polyethylenglykol) und
Sparse Matrixz II Suite.

Die Kristallisationsansitze wurden jeweils bei Raumtemperatur und 4°C ver-
wahrt und nach 24 h, 72 h, 7 Tagen, 14 Tagen, 1 Monat und 3 Monaten auf Kristal-
le untersucht. Das lineare lariatbildende Ribozym zeigt zu keiner Zeit Ansétze zur

Kristallentstehung.






Kapitel 10
Zusammenfassung

In Eukaryonten findet der Prozess des Spleifliens im Spleiflosom, einer sich perma-
nent reorganisierenden, molekularen Maschine, statt. In diesem Prozess werden die
kodierenden Sequenzen, die Exons, von den nichtkodierenden Sequenzen, den In-
trons, getrennt und zusammengefiigt [4]. Es ist mittlerweile bekannt, welche RNAs
und Proteine an Interaktionen in den verschiedenen Schritten des Prozesses betei-
ligt sind [48, 58]. Es war bisher durch die Dynamik des Prozesses nicht moglich, die
dreidimensionale Struktur der unterschiedlichen Komplexe in einer hohen Auflésung
zu bestimmen. Tuschl et al. haben 2001 ein Ribozym entwickelt [1], das durch den
Angriff einer 2’-Hydroxylgruppe eines Adenosins auf das Phosphatriickgrat eines
Guanosins iiber eine Umesterungsreaktion eine Lariatbildung einleitet. Diese Reak-
tion ist vergleichbar mit dem ersten Schritt der Spleifireaktion. Das Ribozym weist
einige strukturelle Analogien zu den snRNAs auf, die an den Komplexen B* und C
beteiligt sind. Damit ist das Ribozym ein ideales Modellsystem, um Eiblicke in das
katalytische Zentrum des Spleilosoms zu erhalten, da die Struktur des vollstdndigen
Komplexes aus snRNAs auf Grund der Grofle und Dynamik mit den heute zur
Verfiigung stehenden Mitteln nicht ermittelt werden kann.

In dieser Arbeit wurde das Ribozym vor der Ausbildung der Lariatstruktur cha-
rakterisiert. Da die lineare Form des Ribozyms nicht kristallisiert, ist die NMR-
Spektroskopie die einzige Moglichkeit, eine hoch aufgeloste Struktur dieses Molekiils
zu erhalten. Die NMR-Spektroskopie wurde durch Mutationsstudien ergénzt.

Eine Voraussetzung zur Strukturaufklarung mit NMR ist die Zuordnung der Re-
sonanzen zu den einzelnen Kernen. Die Zuordnung zeigte, dass die lineare Form des
Ribozyms ab ¢30 in zwei Konformationen vorliegt. Hier findet ein langsamer kon-
formationeller Austausch statt, der die Resonanziiberlagerung erhoht und damit die

Zuordnung der Signale erschwert. Aus diesem Grund wurden unterschiedliche Isoto-
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pen markierte Proben fiir die Zuordnung verwendet. NMR-spektroskopisch erwiesen
sich vor allem Experimente, die auf dem NOE basieren, als ein hervorragendes Werk-
zeug. Hier konnen unterschiedliche Editierungs- und Filterungstechniken eingesetzt
werden, um die Resonanziiberlagerung in den Spektren zu reduzieren. Mit den un-
terschiedlichen NMR-Techniken konnten die Resonanzen der Nukleotide zugeordnet

werden.

Zur Verifizierung der Sekundérstruktur wurden neben NMR-Experimenten Mu-
tationsstudien am Ribozym eingesetzt. Uber Basenaustauschexperimente konnten

die Basenpaarungen bestétigt werden, die in NMR-Spektren sichtbar waren.

Das Ribozym bildet zwischen gl und c27 eine Helix, die eine Auswélbung und
einen UUCG- Tetraloop enthélt. Die Helix weist neben kanonischen Basenpaarun-
gen auch nicht kanonische Adenosin-Adenosin Basenpaarungen sowie eine Adenosin-
Guanosin Basenpaarung auf. Die Guanosine am Anfang der Helix interagieren mit
Nukleotiden in 3’-Position des branchpoint Adenosins. Dadurch befindet sich das
branchpoint Adenosin a48 nahe dem gl. Zwischen diesen beiden Nukleotiden findet
die Umesterungsreaktion statt, in der die 2’-Hydroxylgruppe das Phosphatriickgrat
des g1 angreift, ein Lariat bildet und ein Diphosphat abspaltet. Durch die Interaktion

wird somit die Lariatbildung erst méglich.

Die Ribose des branchpoint Adenosins weist einen sugar pucker im Bereich der
O1’-exo-, C1’-endo- oder C2’-exo-Konformation auf. Im Vergleich mit anderen Ade-
nosinen in Auswoélbungen ist diese Konformation ungewohnlich, kann aber fiir den
ersten Schritt der Spleifireaktion sowohl im Ribozym als auch im Spleilosom essen-
tiell sein [119, 120].

Nach der Lariatbildung sind in den NMR Spektren nur noch die Resonanzen
der kurzen Helices P1 und P2 zu beobachten. Die anderen Resonanzen unterliegen
einem Austausch auf einer Mikro- bis Millisekundenzeitskala. Die Struktur des Ri-
bozyms verandert sich also nach der Lariatbildung betrachtlich. Im Lariat weist die
verlangerte Helix zwischen gl und ¢27 keine vergleichbare Stabilitdt zur linearen

Form auf.

Mit Hilfe der NMR-Spektroskopie konnte gezeigt werden, dass die Nukleotide g1
bis ¢27 des linearen Ribozyms eine stabile Helix eingehen, wihrend fiir die restlichen
Nukleotide erste strukturelle Einblicke gewonnen werden konnten. Die Erkenntnis-
se der vorliegenden Arbeit bieten eine Grundlage fiir die vollstandige strukturelle
Charakterisierung sowohl der linearen Form als auch des Lariats des Spleilosom

basierten Ribozyms.
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In der Spleifireaktion, aber auch in anderen katalytischen Prozessen besitzt die
2’-Hydroxylgruppe der RNA eine essentielle Funktion [210]. Auch die wesentlichen
strukturellen Unterschiede zwischen der RNA und DNA sind auf die 2’-Hydroxyl-
gruppe zuriickzufiihren [138]. Bislang liegen jedoch nur molekiildynamische Berech-
nungen und NMR-spektroskopische Untersuchungen an einzelnen Nukleotiden vor,
die sich mit der Konformation der 2’-Hydroxylgruppe beschéftigen [139, 142, 143].
Durch einen schnellen Austausch mit dem Wasser kann die Resonanz des 2’-Hydroxyl-
protons bei Raumtemperatur nicht detektiert werden. Bei einer Temperatur von 5 °C’
verlangsamt sich der Protonenaustausch, so dass die Hydroxylgruppe mit der NMR

untersucht werden kann [176].

In dieser Arbeit wurden erstmals die Konformationen der 2’-Hydroxylgruppen ei-
ner dreiflig Nukleotide umfassenden RNA, der TAR-RNA, die eine wichtige Funktion
bei der Regulation der Transkription von HIV-II spielt, mit Hilfe der NMR ermittelt.
Dazu wurden die 2.J- und 3.J-Kopplungen sowie NOEs der 2’-Hydroxylgruppen bei
einer Temperatur von 5°C' in Wasser bestimmt. Diese Parameter konnen zur Kon-
formationsanalyse verwendet werden, da sie Informationen iiber die Dihedralwinkel
(H2-C2’-02’-2’0OH) der Hydroxylgruppen beinhalten.

Mit den dazugehorigen Karplus-Beziehungen kénnen die 3J-Kopplungen in die
Bindungswinkel der Hydroxylgruppen iibersetzt werden. Mit Hilfe von ab initio Kal-
kulationen wurden die Karplus-Kurven der ?Jyop,co- und der drei *Joom o1/ /03 ma-
Kopplungen ermittelt und die 3J-Kopplungen interpretiert. Fiir die Auswertung
der NOE-Daten der 2’-Hydroxylgruppen wurden diese Daten simuliert, um den Ef-
fekt der Spin-Diffusion und Konformation der Ribose auf die NOEs vorhersagen zu
konnen. Die Spin-Diffusion und Konformation der Ribose wirkt sich auf die NOEs
der Hydroxylgruppe aus. Der Einfluss ist jedoch so gering, dass die experimentell er-

mittelten NOEs mit den theoretisch ermittelten NOEs ausgewertet werden kénnen.

Die Konformationsanalyse mit den 3J-Kopplungen und NOEs ergibt, dass die
2’-Hydroxylgruppen mit der Ribose in der C3’-endo-Konformation in einem konfor-
mationellen Gleichgewicht zwischen der O3’- und der Basen-Doméne vorliegen. In
der O3’-Doméne gehen die Hydroxylgruppen elektrostatische Wechselwirkungen mit
dem O3’-Atom der Ribose ein, wiahrend in der Basen-Doméne Hydroxylgruppen mit

dem O2- beziehungsweise N3-Atom der Base wechselwirken.

Erstmals konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass die Konformationen der
2’-Hydroxylgruppen ein Netzwerks aus Wassermolekiilen unterstiitzen, in dem zwei

Wassermolekiile die groBe Furche der RNA Helix {iberspannen [140]. Die Wasser-
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molekiile werden dabei durch die freien Elektronenpaare des O2’-Atoms koordiniert.
Durch den Wechsel der 2’-Hydroxylgruppen zwischen der O3’- und Basen-Doméne
unterliegt das Netzwerk einer stetigen Reorganisation, welche auch durch die Basen-
paarungen der RNA beeinflusst wird, die sich in der Helix zeitweise 6ffnen [179]. Es
ist auch moglich, dass diese Offnungen der Basenpaarungen auf der Reorganisation
des Wassernetzwerks in der groflen Furche beruhen.

Mit der in dieser Arbeit vorgestellten Verfahrensweise steht ein Instrument be-
reit, die Orientierung der 2’-Hydroxylgruppe in katalytischer RNA wie dem bereits
beschriebenen lariatbildenden Ribozym oder dem Hammerhead-Ribozym zu verfol-
gen. Auch wenn es erwiesen ist, dass die 2’-Hydroxylgruppe in diesen Prozessen eine
wichtige Rolle spielt, so konnte der strukturelle Verlauf der Hydroxylgruppe wéhrend
der Katalyse bisher nicht verfolgt werden.
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The ribose 2-OH hydroxyl group of RNA is the major
determinant for differences in conformation, hydration, and ther-
modynamic stability between RNA and DNA.! The 2’-OH hydroxyl
group serves as a scaffold for the stabilizing hydration network
associated with RNA? and is a key player in RNA catalysis.>* NMR
assignments for 3 out of 20 2’-OH proton resonances were obtained
for a 20mer RNA in aqueous solution from TOCSY and NOESY
spectra,’ while a heteronuclear HMQC? correlation was used to
assign a 2’-OH resonance of the intensively studied UUCG RNA
hairpin loop.® Cross hydrogen bond scalar couplings involving two
slowly exchanging 2’-OH hydroxyl protons were observed and
analyzed in a frame-shifting mRNA pseudoknot.” Additional studies
have been conducted on single nucleotides in DMSO.?

Here we report the assignment and the NOE analysis for the
2’-OH hydroxyl protons of the 30mer HIV-2 transactivation
response element (TAR) RNA? in aqueous solution (Figure 1A).
The resonance assignments were obtained using two-dimensional
homonuclear TOCSY!? and NOESY!! experiments performed at
600 MHz. All experiments were conducted at 5 °C to slow solvent
exchange. The exchange rate constant of the 2’-OH protons with
bulk water is approximately 10 Hz under these conditions, as
estimated from the intensity of the exchange cross-peaks in the
NOESY spectrum. This value is in good agreement with the value
reported by Gyi et al.! for an RNA and an RNA—DNA duplex.
The TOCSY experiment (Figure 1B) shows intense correlations
connecting the 2’-OH and the scalar coupled H2’" protons. In
qualitative agreement with vicinal 3J(2’-OH,H2’) couplings mea-
sured for isolated nucleotides in DMSO,? the through-bond 2’-OH—
H2’ cross-peaks are intense, reflecting 3/(2’-OH,H2’) couplings
greater than 2 Hz. The NOESY spectrum (Figure 1C) reveals several
through-space NOE correlations of medium intensity between the
HI1’ and the 2’-OH protons. Additional cross-peaks in the region
shown stem from NOE correlations between cytidine amino and
aromatic H5 protons, as confirmed using a '>N-labeled RNA sample.
NOE correlations between 2’-OH hydroxyl and other ribose protons
are difficult to analyze due to extensive resonance overlap (Sup-
porting Information, Figure S1).

We could unambiguously assign 20 out of 30 2’-OH hydroxyl
protons of the HIV-2 TAR RNA (Figure 1A and Supporting
Information, Table S1). Five of the 10 missing 2’-OH hydroxyl
protons belong to the loop nucleotides 30—35, where 2’-OH protons
are probably not participating in a stable network of hydrogen
bonds. As a consequence, the exchange rate of those 2’-OH protons
with water is fast, impeding their detection even at 5 °C. We could
not observe the 2”-OH protons of the two nucleotides constituting
the terminal, fraying base pair for similar reasons. Three additional
2’-OH hydroxyls in the lower stem could not be identified

*The Scripps Research Institute.
T Max Planck Institute for Biophysical Chemistry.
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Figure 1. (A) Sequence and secondary structural representation of HIV-2
TAR RNA. Assigned 2-OH protons are highlighted; tentatively assigned
residues A20 and G43 are shown orange. (B) Expansion of the 2’-OH—
H2’ region of the TOCSY experiment. Unambiguous assignments are given
with one-letter code followed by the residue number. The clean DIPSI-
2rc!® mixing sequence was applied for 7, = 43 ms, using a yB1/27 = 10.04
kHz field strength. (C) Expansion of the 2’-OH—H1" region of the water
flip-back NOESY experiment.'! The mixing time was 7, = 50 ms. Water
suppression was achieved with excitation sculpting.!? The 'H carrier position
was 4.98 ppm. High-power proton pulses were applied with a field strength
of 35.5 kHz. Low-power water-selective square 7 pulses of duration 2.2
ms used a yB,/2w = 250 Hz field strength. A total of 368 complex points
were recorded with an acquisition time of 28.3 ms for 'H (@), and 2048
complex points with an acquisition time of 157.5 ms for 'H (w»). A recycle
delay of 1.2 s between transients was used, with 64 scans accumulated per
complex increment (total measuring time 17.5 h each). Both spectra were
recorded on a four-channel Varian Inova 600 MHz spectrometer equipped
with an actively shielded z-gradient triple-resonance probe, at a temperature
of 278 K. Spectra were recorded on 2 mM unlabeled HIV-2 TAR RNA.
The sample buffer contained 10 mM phosphate buffer, pH 6.4, 50 mM
sodium chloride, and 0.1 mM EDTA in 500 uL of 90% H,0/10% D>O.

unambiguously due to resonance overlap (A20 and G43 are
tentatively assigned, see Table S1). Our attempts to assign these
resonances from a '3C-edited NOESY acquired using a more dilute,
13C/'5N-labeled TAR RNA sample (0.7 mM) failed because of
vanishing NOE intensities. To the best of our knowledge, this
represents the first nearly complete assignment of 2’-OH proton
resonances of an RNA molecule.

10.1021/ja0433900 CCC: $30.25 © 2005 American Chemical Society
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Figure 2. Energetically favored orientations of the 2-OH hydroxyl group
and corresponding Newman projections showing the torsion angle 6 (H2'—
C2’—02'—H) when the ribose is in the C3’-endo conformation: (A) O3’
domain, torsion angle 6 = 50—140°, (B) O4” domain, torsion angle 6 =
175—230°, and (C) base domain, torsion angle 6§ = 270—345°.13
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With the exception of C19 and G28 (Figure 1), the chemical
shift dispersion of the 2’-OH hydroxyl protons is rather limited,
with resonance frequencies clustering between 6.75 and 7.00 ppm,
which is in good agreement with chemical shift ranges reported
previously.!:3816

Molecular dynamics (MD) simulations of an RNA hairpin show
that the conformation of the 2"-OH group depends on the sugar
pucker.'? Three orientations are accessible to the 2’-OH hydroxyl
group when the ribose is in the typical RNA C3’-endo conformation
(Figure 2): (A) toward the O3’ stabilized by attractive electrostatic
interaction with the phosphate backbone, (B) toward the O4’
stabilized by favorable intra-ribose electrostatic interactions, and
(C) toward the base stabilized by electrostatic interaction with the
N3 or O2 atom of the attached base. The */(2’-OH,H2’) coupling
can adopt values higher than 4 Hz in all three domains, so that the
detection of a 2-OH—H2’ cross-peak in TOCSY spectra is not
indicative of a specific domain.®

However, the theoretical through-space NOE correlations differ
substantially for the distinct domains. In particular, NOE correla-
tions between the 2’-OH and aromatic H6 or H8 protons of the
following nucleotide are only compatible with the 2’-OH proton in
either the base or a small region of the O3 domain (torsion angle
6 ~ 60°). Such NOEs can be observed for 13 of the assigned 2’-
OH hydroxyl protons (G17, C18, C19, U23, G26, G28, G36, C37,
(€39, U40, U42, G44, C45). Theoretically, the two orientations with
observable 2’-OH(i)—H6/H8(i+1) NOEs can be distinguished by
inspection of the intraresidual 2’-OH(i)—H1’(i) peak, which is
predicted to be much weaker in the O3’ domain. A quantitative
analysis of the NOE is not possible due to spectral overlap. Our
semiquantitative inspection of the cross-peak intensities for C18,
C19, U23, G28, U42, G44, and C45 revealed 2’-OH—H1’ NOEs
of medium intensity in a short mixing time NOESY (z,,, = 50 ms),
which are more intense than the 2’-OH(i)—H6/H8(i+1) but less
intense than the corresponding intraresidual 2’-OH—H2" NOEs.
These results are in qualitative agreement with the 2’-OH proton
in the base domain orientation, where the 6 torsion angle is
approximately 300°. The 2’-OH—H1’ NOE intensities for G26, C39,
and U40 could not be analyzed because of overlap with interfering
cross-peaks stemming from cytidine amino protons, while G17 and
C37 show weak 2-OH—HI1’ NOE correlations, suggesting a 2’-
OH orientation pointing away from the H1” in the O3" domain
(torsion angle 6 ~ 60°). No 2’-OH(i))—H6/H8(i+1) NOE could be
observed for the remaining six nucleotides (G21, U25, A27, C29,

U31, and C41). Again, the 2’-OH—H1" are weaker than the
corresponding 2’-OH—H2" NOE correlations, indicative of a
populated O3” domain with a torsion angle 6 > 60°. Our data do
not show evidence for 2’-OH protons in the 04’ domain, where
the 2-OH—HI1’ NOE is expected to be more intense than the 2’-
OH—H2" NOE.

It has been commonly accepted that the 2°-OH hydroxyl points
toward the phosphate backbone and away from the ribose H1”
proton. This picture has been supported by MD simulation of an
RNA hairpin,'* which provided evidence for a strongly preferred
orientation toward the O3, and by the NMR data available to date,'”
where only very weak 2’-OH—H1" NOE cross-peaks could be
detected. However, more recent MD simulations describe three
energetically favored orientations for the 2”-OH hydroxyl proton.'?
The 2’-OH—H1” NOEs of medium intensity observed for the HIV-2
TAR RNA contradict the paradigm that the 2-OH hydroxyl
typically points away from the ribose H1” proton. The presence of
many detectable NOE correlations involving aromatic H6/H8(i+1)
protons suggest that the orientation toward the base might be more
common than currently appreciated. This interpretation is in
agreement with the hydration model proposed for an RNA duplex
on the basis of a high-resolution crystal structure.> The described
dense network of hydrogen bonds snakes down the minor groove
and involves two water molecules (or the phosphate O2P oxygen),
the N3/02 atoms of purine/pyrimidine bases, and the 2’-OH
hydroxyl groups of adjacent nucleotides in base pair steps. This
ordered network requires 2”-OH hydroxyl protons to be in the base
or 03" domain, where 2’-OH hydroxyls are able to participate in
H-bonding interactions with water. A more quantitative conforma-
tional analysis of the 2’-OH hydroxyl group using vicinal homo-
and heteronuclear *J-couplings is being currently carried out in our
laboratories.
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Influence of the 2'-Hydroxyl Group Conformation
on the Stability of A-form Helices in RNA
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Chemistry, Am Fassberg 11
D-37077 Goéttingen, Germany

The 2'-hydroxyl group plays fundamental roles in both the structure and
the function of RNA , and is the major determina nt of the conformation al
and thermodynam ic differences between RNA and DN A. Here, we report a
conformational analysi s of 2’-OH groups of the HIV -2 TAR RNA by means
of NMR scalar coupling measurements in solution.

Our analysi s supports the existence of a network of water molecules
spannin g the minor groove of an RN A A-form helix, as has been suggested
on the basis of a high-resolution X-ray study of an RNA duplex. The 2'-OH
protons of the lower stem nucleotides of the TAR RNA project either
towards the O3’ or towards the base, where the 2'-OH group can favora bly
participa te in H-bondi ng interacti ons with a water molecule situated in the
nucleotide base plane. We observ e that the ke, rate of the 2'-OH proton with
the bulk solve nt anti-correlates with the base-pair stability, confirming the
involvem ent of the 2'-OH group in a collective network of H-bon ds, which
requires the presence of canonical helical secondary structure.

The methodology and conformational analysis presented here are
broadly applicabl e and facilitate future studies aimed to correlate the
conformation of the 2'-OH group with both the structure and the function
of RNA and RNA -ligand complexes.

2Department of Molecular
Biology, The Scripps Research
Institute, MB33, 10550 North
Torrey Pines Road, La Jolla
CA 92037, USA

Keywords: RNA structure; 2'-hydroxyl group; conformatio nal analysis ;
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The 2'- hydroxyl group is a major determina nt both the ribose and the base, provides an

for both the structure and the function of RNA ,
where the sugars are all ribose.’ The presence of the
ribose 2'-hydroxyl group in RN A engenders a
preference for the C3’-endo puckering, thereby
providing the decisive factor for the differences in
conformation, hydration and thermodynamic
stabilitg between canonical RNA and DNA
helices.” A high-resolution crystal structure of an
RNA duplex revealed the existence of a complex
hydra tion network in the minor groove of the
A-form helix,® which is supported by the specific
distribution of the 2'-hydroxyl groups. The
presence of water molecules in the RNA minor
groove, anchored by electrostatic interactions to

enthalpic contribution to A-form helix stability
and, addition ally, offers a basis for the entropic
regulation of ligand binding to the minor groove.
Non- canonical RNA structural elements, such as
tetraloops and pseudoknots, can be stabilized
by H-bonds involvin g the 2'-hydroxyl group as
well. ' Moreover, the 2'-hydroxyl group has an
established role in RNA catalysis. Numerous
exampl es of the role of the 2’-hydroxyl group in
catalytic RNA s are documented for self-sp licing
viral ribozymes, type Il introns and the pre-mRNA
processing machinery.""'* Despite the impor tance
of the 2 -hydroxyl group in RNA structure stabili-
zation and function, only limited structural data is
availa ble for the 2'-OH proton of RNA. 2716

Abbreviations used: HIV , human immunodeficiency
virus; Tat, transcription activator; TAR, transactivation
response element; NOE, nuclear Overhauser effect;
NOESY , NOE spectroscopy; HSQC, heteronuclear single
quantum coherence.

E-mail addresses of the corresponding authors:
mirko@scripps.edu; taco@nmr.mpibpc.mpg.de

Hydrogen atoms are not directly observable in
crystal structures; in aqueous solution the rapid
exchange of the hydroxyl proton with the solvent
typically prevents its observation in RNA at room
temperature by NMR. Consequently, in the
absence of structural inform ation on the 2'-OH
proton, the torsion angle q (H2'-C2'-02'-H)

0022-2836/$ - see front matter q 2005 Elsevier Ltd. All rights reserved.
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remains undetermined. Molecular dynamics (MD )
simulations of an RN A hairpin identified three
energetically preferred orientations that the 2%
hydroxyl proton can assume if a ribose sugar
adopts a C3’-endo pucker (as is the case in
canonical RNA A-form helix, Figure 1):' (A)
toward the O3, stabilized by attractive electrostatic
interaction with the phosphate backbone (03’
domain), (B) toward the O4', stabilized by favor-
able intra-ribose electrostatic interactions (04’
domain), and (C) toward the base, stabilized by
electrostatic interaction with the N3 or 02 atom of
the attached base (base domain).

Recently, we have reported almost complete
resonance assignments of the 2'-hydroxyl| protons
of the 30mer human immunodeficiency virus (HI1V)-
2 transactivation response element (TAR) RNA in
aqueous solution at low temperature.’® The HIV
transcription activator (Tat)-TAR complex formation
provides an essential transcription regulatory func-
tion for HIV. The lentiviral protein Tat binds the TAR
hairpin located at the 5-end of nascent viral
transcrip ts and thereby enhances the inefficient
elongation of transcription complexes initiated at
the HIV promoter. The cellular RN A- polymerase Il
(RNA P 11) is able to transcribe the entire viral RN A
only when Tat is bound to TAR."®

The NMR resonance assignment has been
obtained using two-dimensional homonuclear
total correlated spectroscopy (TOCSY)?° and
nuclear Overhauser effect spectroscopy (NOESY )2’
experi ments at 5°C. A semi-qu antitative analy sis of
the NOE SY cross-peak intensitie s revealed several
NOEs of medium intensity between the 2’-OH and
the H1’ protons, in contrast to previous studies,'”
which reported mostly weak 2'-OH to H1’' proton
NOEs in an RNA duple x. Most notably, we readily
observed several 2-OH(i)-H6/H8(iC 1) cross-
peaks of weak intensity, which are compatible
with the 2’-OH proton either in the base domain

Figure 1. Energetically favored orientations of the 2'-
hydroxyl group when the ribose is in the C3’-endo
conformation. The ribose sugar ring is schematically
shown in the middle with oxygen atoms in grey and carbon
atoms in black. A ccording to MD simulations,'” the torsion
angle (H2'-C2'-02'-H) can populate three regions,
highlighted in grey: the 0’3 domain, torsion angle
50%140°;the 04" domain, torsion angle 175° -230 °; the
base domain, torsion angle 270 °-345°,

or in a small region of the O3’ domain (H2' -C2'-
02'-H torsion angle 6 =60 ).

Exp erimental determination of the 2 -hydroxyl
proton location in RNA structures is essential to
verify the role of the 2'-hydroxyl group in the
stabilization of RNA folding motifs. Here, we
present a conformational analy sis of the torsion
angle H2' -C2'-02'-H in the HIV -2 TAR RNA based
on the measurement of the three scalar couplings
between the 2%0H proton and the H2', C2' or C3’
ribose nuclei (Jyz 2on, e -2on and 3Jesyon). TO
the best of our knowled ge, this work represents the
first thorough conformational analysis of the 2'-
hydroxyl group in a medium-sized RNA; all
previous conformation al studies on the H2'-C2'-
02'-H torsion angle via scalar couplings were
conducted on either single nucleotides in
DMSO 2% or targeted a single 2'-hydroxyl group
stabilizing a UUCG- tetraloop.” The NMR tech-
niques presented here provide a uniformly appli-
cable way to study the orientation of the 2’-OH
group in RNA in solution, thereby allowing
association of the 2’-hydroxyl group conformatio n
with specific RNA functions, such as RNA cataly sis.

The homonuclear and heteronuclear )y, 00n,
3)er2on and 3Jcs »on scalar couplings of the HI'V-
2 TAR RNA have been measured in specifically
tailored two-dimensional NMR experiments using
the quantitative J approach.?® Briefly, the )2 201
couplings were measured in a H2'-Hp,e NO ESY
correlation experiment (Figure 2(a)). We chose this
correlation for its highly efficient NOESY transfer
and adequate resolution. It should be mentioned that
this experiment benefited from the use of a 0.7 mM
HI'V-2TAR RN A sample consisting of d4-nucleotides
lacking all but H1" and H2' ribose protons.?® This
specific deuteration pattern allows for selective
detection of the H2'-H . NO Es with high sensi-
tivity, while circumventing overlap with other
H ribose—H pase NO Es. In the absence of a selectively
deuterated sample, a three-dimensional '3C-edited
NOESY correlation is necessary to achieve
the desired resolution of the H2'-H .. peaks. The
3Jcrv-ron and 3Jcy.pon scalar couplings were
measured in constant-time C1'-H1’" (Figure 2(b))
and C3'-H3" HSQC correlations, respectively.

The 3Jyr 2on coupli ngs measured for the HIV -2
TAR RNA at 5°C are shown in Figure 3(a). In
general, the 3Ju2 20m couplings cluster between
3Hz and 4.5Hz and, except for C18, no value
exceeds 5.5 Hz. Chemical exchange of the 2%0H
proton with the solvent can potentially reduce
apparent 3J» »on coupling values. We determined
the exchange rate constant ke, of the 2’-OH protons
with bulk water for C19 from the intensity of the
exchange cross-peak in NOESY spectra at 1°C, 5°C
and 10°C. The measured ko, value for C19 of
approximately 15Hz at 5°C is in good agreement
with the val ue reported by Gyi etal. for an RNA and
an RNA-DNA duplex.? Unfortunately, severe
overla p of the remaining 2'-OH proton resonances
impeded the accurate determination of the ke,
values for the other nucleotides.
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(a) 'H [ppm] (b) "C [ppm] (©) Figure 2. Spectra were recorded
o s ¢  ON06MM3'4 5 5"-dd-HIV -2 TAR

0 0 20 43 A2 91.6 U G RNA, where all ribose protons but
v JoC37 €30 un - 0C30 ' c A the H1" and H2' were replaced by
Az? Gaa 4.4 ’ G43 924 E*’f‘é‘" deuterons. The sample buffer con-

c39 @ G28 45 Az G28G44 ) ’ A-U tained 10 mM phosphate (pH 6.4),
oy 0wt e G| g .@ G-c, ~ 50mM sodium chloride, and

0 036/®u42 4.6 c46  u3s U 0.1mM EDTA in 500 mlof 90%
€ a7 47 N v H,0/10% 2H,0. The spectra were
632 ) P G-C' recorded on a Bruker 800 MHz

0260 4.8 A-U spectrometer equipped with a
g(@ z-gradient triple-resonan ce probe,

79 17 15 13 60 58 56 G.c  Processed with the NMRPipe pro-
'H [ppm] 'H [ppm] G;C, gram and analyzed using FELIX

2000 (MSI, San Diego, USA).
(a) Cross experiment of the H2' (i)-H6/8( iC 1) NOESY correlation for the measurement of the Jy, »on couplings. In
the cross experiment, we employed a constant time delay of 40 ms, during which the H2' proton magnetization is
transversal and subjected to J-dephasing effects, which results in measurable attenuation of the observed H2'-H ..
cross-peaks. In the reference experiment, the evolution of the vicinal 3Ju2 20m coupling is refocused by use of a REBURP
pulse *® of duration 4 ms centered at 4.16 ppm. This pulse selectively refocuses the H2' protons at a proton resonance
frequency of 800 MHz, without affecting the 2’0OH and the H1’ resonances (excitation bandwidth, G 550 Hz; transition
region, 250 Hz). In contrast, the ), »on coupling is active during the cross experiment by simultaneous application of
the H2 °REBURP pulse and of a4 ms IBURP pulse > centered in the 2'-OH region at 6.97 ppm in the center of the constant
time period. The IBURP pulse selectively inverts the 2’-OH protons leaving the resonances of the H1 ®protons unaffected
on an 800 MHz spectrometer (excitation bandwidth, G 550 Hz; transition region, 250 Hz). (b) Expansion of the cross
spectrum of the C1'-H1’ CT-HSQC for the measureme nt of the heteronuclear *Jc;-»on. Analogously , a C3'-H3' CT-
HSQC was used for the measureme nt of the *Jc3 .01 . Evolution of the *Jc;r .y on and )z yon scalar couplings during
the constant time of the cross experiment was achieved by simultaneous application of a carbon pulse and a 4 ms IBURP
pulse centered in the 2’-OH region at 7.3 ppm. A constant time period of 25 ms was used to achieve optimal sensitivity
and resolution for both the C1'-H1" and the C3'-H3' correlations. The J-coupling constants were extracted from the
intensity ratio of peaks in the cross and reference experiments, according to equation (1):2

|
1% 7 cos pJTh (1)
Iref
where T is the length of the constant time period. It should be noted that the effective J-evolution periods employed in the
calculations are compensated for the evolution of the couplings during the IBURP pulses, which resulted in constant
times of 34.76 ms, 22.05ms, 22.05ms for the three )y >om, Jcrir-ron and Jez o scalar couplings, respectively.

(c) Secondary structure of the HIV -2 TAR RNA.

When a substantially larger keZ 25Hz is
assumed, the apparent 3Jyy.0n coupling
measured over a 40 ms long constant time is
approximately 85% of the actual 3Ju2 201 coupli ng.
For the majority of nucleotides, however, this 15%
tolerance would be well within the limits of the
experimental error. Thus, for ke, up to 25Hz, we
could consider the effective J-couplin g scaling factor
from solvent exchange to be negligible.

The stability of RNA structures can fluctuate
locally. Consequ ently, in order to locate secondary
structural elements within the TAR RNA structure
(Figure 2(c)), where 3 ) 2-20H couplings are
considerably influenced by solvent exchange, we
carefully compared the 3 )i 20m coupling values
obtained at 5°C and 1°C. Substantial differences in
the 3Jy».»on couplings at 5°C and 1°C are
expected for nucleotides with kO 1/T (T being
the length of the constant time period). No
significant modulat ion is expected for nucleotides
with kex% 1/T.

The results from this compariso n are striking. The
3J42 2on coupling values of canonical Watson—
Crick C-G or G-C base-pairs of the lower stem
remain the same at 5°C and 1°C within exper-

imental error. Coupling values of nucleotides A20,
U40, and U42, of all nucleotides located in the
shorter upper stem, and of the loop nucl eotide C30
experience increases ranging from 30% to 50%
when the temperature is decreased from 5°C to
1°C. Surpr isingly , the )15 o4 couplings of bulged
nucleotides U23 and U25 do not change as a
function of temperature. This clearly indicates that
the ke rate of these nucleotides is similar to the ke,
rate of canonical CG base-pairs.

Taken together, our results strongly suggest a
correlation between 2'-OH proton solvent exchange
rates kex and base-pair opening rates (probed by
imino proton exchange) in canonical A-form helical
structures. The exchange process of H-bonded
imino protons with solvent can be qualitativ ely
explained on the basis of a two-state model
involv ing open and closed states of Watson-C rick
pairs . If it assum ed that the closed A-form geometry
is stabilized by an ordered series of hydrogen
bonds involving the ribose 2’-hydroxyl group, the
functional groups within the bases, and water
molecules bound in the minor groove, we speculate
that the transient opening of the base-pair favors the
exchange of bound water with the bulk solvent,



Publikationen

2'-OH Group Conformation and A-form Stability

283

<i>6; [ ]
%4?}% #ﬁ i?ﬁi
S 2 h
(b)©

~6

*J(2’0H,C1
Nos
e
Lo
—e——
e
s
b
Lo

°J(2'OH,C3))
5 O
.
e
e
—
A
.

Figure 3. (a) 3 Jn 20 couplings
measured at 5°C employing the
quantitative- J (H2' ;-H6/8 ¢ ;) CT-
NOESY experiment. The dotted
line indicates *Jyy004Z 5.0Hz.
(b) 3Jcr-2ron couplings obtained
at 5°C using the quantitative-J
(C1;-H1’) CT-HSQC experiment.
() 3Jes.2on couplings obtained at
5°C from the quantitative- J (C3' ;-
H1) CT-HSQC experiment. Apical
hexaloop nucleotides are shaded in
grey. (d) Karplus-like dependence
of the homonuclear 3Ji» »on coup-
ling (blue line) on the torsion angle
q (H2'-C2'-02'-H) according to
Fraser etal.>® No Karplus parame-
terization is available for the
heteronuclear *Jcqy.>on and the

0]
16 24 32 40

0 60 120 180
Torsion angle 0 [degree]

Nucleotide number

3Jes 2on couplings. The red and
green lines for the 3Jc; o4 and
the 3Jcsoon couplings, respect-

240 300 360

ively, represent approximated Karplus curves derived by scaling the coefficients of the *Jcy; Karplus-rel ation in
alkenes (*Jcy = 3.6 cos 20~ 1.0 cos ¢ + 4.3) to reflect the averaged value of the *Jc.on coupling in ethanol (2.9 Hz). *' We
assume equal populations of the trans, gauche + and gauche - conformations for ethanol. Neither the difference in the
substituents of the C1” and C3’ nuclei nor the fact that these nuclei are part of a conformational restricted ring system are
consider ed in this approximation; therefore the Karplus-r elations for the *Jc;:on OF the *Jcz .y on couplings represent
crude approximations. Boxed yellow areas correspond to the energetically favor ed orientational domains (03’, 04’ and
base, respectively) of the 2'-hydr oxyl group, according to Auffinger and Westhof (see also Figure 1)."” The pale yellow
delimits the regions of these domains where the 3}y, »on coupling is less than 5.0 Hz.

thereby dire ctly influen cing the ke, rate of the 2'-OH
proton. Imin o protons can only exchange with bulk
water from transiently opened conformations
through acid-base reactions catalyzed by proton
acceptors; they are protected when engaged in a
closed base-pair.?®?” Base-pai r opening events can
occur via two pathways as revealed by MD
simulations.?®?° Both major and minor groove
opening are feasible with the major groove pathway
being energetically slightly more favora ble.

Our hypothesis of correlated imino and 220H
proton exchange is supported by the fact that the
base-pair lifetimes of RN A A-U base-pairs in the
A-form helix geometry are substantially shorter than
those of G-C base-pairs.>*?’Subsequently, only the
cytidine and guanosine residues of the lower stem
and the two bulged uridine residues were further
considered in the quantitative evaluation of the
3 ) 2oms Jcrr-2on and 2es2on scalar couplings.

A Karp lus curve showing the dependen ce of the
3Ji2r o0 ON the interven ing torsion angle H2' -C2' -
02'-2'0H is shown in Figure 3(d) (blue line). 3° The
upper limit of 5.5 Hz observed for the nucle otides of
the lower stem excludes the possibility that any of
these 2'-OH groups occupy the O4’ domain. This
observation indic ates that the 2’-OH is not involv ed
in intra-ribose 2'-OH- 04’ electrostatic interactions,
but rather contacts either the base (2’-OH confor-
mation in the base domain) or the phosphate
backbone (03’ domain). The absence of 2'-OH
protons in the O4’ domain in canonical A-form
helical structure of the lower stem in the TAR RNA
is consistent with our semi-qu antitati ve analysi s of

detectable NOE cross-peaks in a short mixing time
2D NOESY experiment (t,,Z 50 ms).'® Even at 1°C,
only the 3Jy» »on Of residue C30 reaches 7 Hz,
while larger values (> 8Hz) of the >Jy».»on,
associated with a significant portion of the 04’
domain, are never observed.

The heteronuclear 3Jc; >0y couplings proved to
be difficult to measure due to the limited resolution
of the C1’-H 1" correlation in canonical A-form
geometry (Figure 3(b)). Moreover, eight out of 29
carbon atoms (G26, A27, U31, G32, G33, G34, A35
and G36) are not observed at 5°C, which can be
attributed to interconverting C2%endoand C3%endo
sugar puckers. Those nucleotides are located
predominantly in the apical hexanucleotide loop
and assume averaged >Jy; oy, 0 coupling values at
elevated temperatures (25°C), indicative of fast
exchange between C2-endo and C3'-endo sugar
puckers. With the exception of residue U23, all
measurable heteronuclear 3Jc; o4 couplings
are smaller than 4Hz, with nucleotides in the
lower stem exhibiting particularly small values
(Cler-2ron%3Hz). Due to their small size, the
achievable precision for the 3Jerron coupling
measurements is limited, as evident from inspect-
ing the relatively high error bars.

Similarly , resonance overlap and the absolute
coupling size affect the measurement of the
heteronuclear 3Jcs.oon couplings (Figure 3(c))
using the C3'-H3° correlation. The observed 3Jcs.
»on couplings are, on average, larger than the
corresponding *Jci.pon couplings. Again, the
smallest values are observed for the nucleotides in
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the lower stem. Interestingly, the C3'-H3' cross-
peaks of the apical hexaloop nucleotides do not
disapp ear due to the conformational exchange of
the ribose but considerably decrease in intensity.
Therefor e, the loop nucleotide 3Jc3 oy couplings
are characterized by large errors and are not
reported here.

Unfort unately, no Karplus parameter ization is
available for either one of the heteronuclear
J-couplings, 3Jc1r2on OF 3Jcs2on. However, an
approximated Karpl us curve for the 3Jc;  »on and
the *Jcs 2on coupling can be obtained (Figure 3(d),
red and green lines) by scaling the coefficients for
3)c.y couplings in alkenes (*Jc.yZ 3.6 cos 2¢-
1.0 cos ¢ C 4.3) such that they are consistent with
the averaged value of the 3)con coupling observed
in ethanol (2.9 Hz). ' Eviden tly, neither the differ-
ence in the substitu ents of the C1" and C3’ nuclei nor
the fact that these nuclei are part of a conformation-
ally restricted ribose ring is considered in this crude
estimate; therefore, this approximated Karplus
relation as shown in Figure 3(d) should not be
used to quantitativ ely interpret the 3)crr-2on OF the
3Jes2om couplings. A qualitativ e insp ection of the
approximated Karpl us curves nevertheless permits
us to assume that ey 2on! Jes-ron in the base
domain and in the region of the 03’ domain where
0 =90% whereas *Jcs' 201! >Jcrr-2on in the region of
the 03’ domain with 6=90°.

Subsequently, we performed a detailed confor-
mational analy sis of the q(H2' -C2'-02'-H) torsion
angle for the cytidine and guanosine residues
located in the lower stem of the TAR RNA and of
bulged uridine residues using a combination of
three 3Jy»2on, Jciron and 3Jcz.yon scalar
couplings and the NOE data. The nucleotides
located in the upper stem and the AU base-pairs
of the low er stem were not inclu ded in the analysi s
because the aforementioned rapid exchange of the
2’-OH with the solvent renders those J-coupling
values meaningless. The nucleotides of the hexa-
nucleotide loop were not consid ered either due to
the apparent intermediate conformatio nal exchange
between the C2'-endoand the C3’-endopucke r of the
ribose.

Our conformational analysis is based on the
following criteria: (1) quantitative interpretation of
the homonuclear 3> .04 scalar coupling according
to the available Karplus parametrization;*® (2)
semi-quantitative interpretation of the relative mag-
nitude of the heteronuclear 3Jcy »on and 3Jcsron
scalar couplings; (3) existence of the 2'-OH(i)-H6/
H8(iC 1) NOE cross-peak restricting the confor-
mational space of the 2'-OH proton to the base
domain or to a small region of the O3’ domain
(g=60°).

For example, residue G17 shows a weak
2’-OH (i)-H6/H8(iC 1) NOE cross-peak, which,
taken together with the value of the 3Ju2 200H
coupling, permits the intervening torsion angle q
to be either 8 =45° or =315 a final compariso n of
the *Jcy 2on and 3Jcs »on scalar coupling magni-
tudes allows us to discri minate between the two

alternative solutio ns and rotates the torsion angle 6
of G17 into the base domain (8=315°).

A schematic representation of the results
obtained from this analysi s for the nucleotides of
the lower stem of the TAR- RNA is shown in
Figure 4(a). The conformation of the 2’-OH groups
of G17 and C45 is found in the base domain, as
indicated by the presence of the 2'-OH(i)-H6/
H8(iC 1) NOE and by the relatively small value of
the 3Jcy 2o coupling. The 2'-OH groups of C18,
U23, and G44 adopt an orientation within the O3’
domain with the torsion angle 6 =60 corroborated
by the presence of the 2'-OH( i)-H6 /H8( iC 1) NOE ,
the high value of the 3Jc; »on coupling, and/or the
small 3Jc3 »0n coupling. G21, U25, C41 and G43
project the 2-OH group towards the O3’ oxygen
atom with gz 1208 as indicated by the absence of
the 2'-OH( i)-H 6/H8( iC 1) NOE, a small value of
the 3Jcyr.yon coupling, and/or a large value of the
3)cs2on coupling. Finally, the conformation of
the 2’-OH proton of C19 can only be restricted by
the presence of the 2'-OH(i)-H6/ H8(iC 1) NOE,
because the heteronuclear 3Jci.yon and 3Jcsaon
couplings could not be measured reliably for this
nucleotide. In summary, our analysis reveals that
the H2' -C2'-02'-H torsion angles of the canonical
A-form lower stem nucleotides of the TAR-RN A
populate both the base and the 03’ domain, while
the 6 torsion angles of the bulged uridine residues
show a clear preference for the O3’ domain.

A network of water-mediated hydrogen bonds
anchored by the 2'-hydroxyl group has been
proposed to stabilize the A-form RNA duplex.?
The results of our study are in excellent agreement
with this model. The 2'-hydroxyl group in the base
domain donates an H-bond to a water molecule in
the base plane, while the 2'-hydroxyl group
projecting towards the O3’ oxygen atom can accept
an H-bond from a water molecule in the same base
plane (Figure 4(b)). In contrast, if the 2’-OH group
adopted a conformation within the 04’ domain, the
lone pair electrons of the 02’ oxygen atom would
occupy an unfav orable orientation for their partici-
pation in an H-bond ing network involving water
molecules located in the base plane. Conseque ntly,
the 2’-OH groups in the canonical A-form lower
stem of the TAR-RN A never project into the 04’
domain. Further more, we observe an alternating
pattern of g torsion angles in the base and in the O3’
domain for 3’ and 5'-strand nucleotides in consecu-
tive Watson—-Crick G-C base-pair steps (5'-nucleo-
tides 17-19 and 3'-nucleotides 43-45, respectively).
Despite the limited statistical significance of this
observation, such an alternating pattern with the
H2'-C2'-02'-H torsion angle adopting base and
03’ domain conformations is required to fully
support the network of hydrogen bonds described
in the crystal structures of the RNA duplex.® In the
crystal, the two water molecules spanning the
minor groove share an H-bond with each other
and function as H-bond donors to the functional
N3/0 2 groups within the base moiety. To complete
an uninter rupted chain of H-bonds in the minor
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(a)

El Base domain
== O3 domain, 8 ~ 60°
03’ domain, 6 ~ 120°

i Figure 4. (a) Summary of the
i conformational preferences of the
H2'-C2'-02'-H torsion angle 6 of
the cytidine and guanosine resi-
dues of the lower stem and bulged
U40 uridine residues of the HIV -2 TAR

RNA. Both the base and the 03’

— domain are populated in an alter-

nating manner, the bulged uridine
residues show a clear preference

mm Base domain or

03’ domain, 8~ 120° CcC—

for the 03’ domain. Not a single
H2'-C2'-02'-H torsion angle in
the 04 domain was observed.
The boxed four closing base-pairs
of the lower stem are shown in (b).
(b) Network of water molecules
bridging the nucleotides C18 and

(b)

/ 27, ]
J //’7/7‘/7("
=t 3

C45 in the minor groove of the
lower stem of the HIV -2 TAR RNA,
modeled in an ideal A-form helix.
Functionally important groups are
colored: C18 and C45 base nitrogen
atoms are shown in blue; 02 base,
03’ backbone, and ribose 02
oxygen atoms are shown in red;
lone pairs of water, O2 base, and
ribose 02’ oxygen atoms are
colored yellow. One water mol-
ecule is situated in the base plane
of C18, where it participates in an
H-bond as proton donor with the
02 of the base and in an H-bond as
proton acceptor with the 2'-OH
(conformation in the O3’ domain).

The second water molecule is located in the plane of C45, where it participates as proton donor in an H-bond with the 02
of the base and in an H-bond with the 2’-OH (conformation in the base domain).

groove, one of the two water molecules must accept
and one must donate an H-bond to the 2'-hydroxyl

groups of nucleotides of opposite strands
in consecutive base-pair steps (Figure 4(b)). The
2'-hydroxyl group can function as an H-bond donor
to a water molecule in the base plane when qis in
the base domain and, conversely, is able to accept a
proton from the same water molecule when qis in
the O3’ domain. The ideal network of H-bond
spannin g the minor groove, postulated on the base
of the crystal structure of an RNA duple x, therefore
requir es that the H2'-C2'-02'-H torsion angles of
two nucleotides belonging to opposite strands in
base-pair steps assume alternating base and O3’
domain conformations.

Interestingly , the solvent exchange rates of the
2'-OH protons of the bulge nucleotides U23 and U25
are similar to those of the cytidi ne and guanosine
bases in the low er stem. The scalar coupling data for
the 2’-hydroxyl groups of U23 and U25 can be
interpreted assuming a single conformation where
the proton points towards the phosphate backbone
in the 03’ domain. The TAR RNA bulge region is
intimately involv ed in ligand bindin g events. The
bulged nucleotides, which are relatively flexible in
the free TAR RNA , assume a well-de fined, rigid
conformation upon argininamide or magnesium
binding .>>>* The NMR experiments described here

were conducted in the absence of any ligands and
thus may indicate pre-organized local conformation
of the riboses of U23 and U25. It should be noted
that the phosphate group between U23 and A22
located at the junction of the bulge and lower stem is
importan t for Tat binding in the major groove of
TAR. * Fur ther studies that address the role of the
2'-hydroxyl group of uridine residues U23 and U25
in the specific recognition of positive ly charged
ligand s are ongoing.

Here, we present the fir st conformational analy sis
of the H2' -C2'-02'-H torsion angle in a medium -
sized RNA usin g a combination of scalar J-coupling
and NOE data. The results obtained here are in
good agreement with both molecular dynamics
calcul ations'” and X-ray studies® and confirm the
fundamental role of the 2'-hydroxyl group in
building a network of hydrogen bonds in the
minor groove, which stabilizes the preferred
canonical A-form geometry of RN A. These data
have impor tant implicat ions for the future under-
standin g of high-affinity recognition and discrimi -
nation of A-form-li ke geometries over canonical
B-form or other helices in RNA-p rotein compl exes.
The methodology and experiments develop ed here
are of general relevance to structural studies of
RNAs and allow for an accurate determina tion of
the location of the 2'-hydroxyl proton, which will
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help elucidate the fundamental

role of the

2'-hydroxyl group in RNA function, ligand binding,
and catalysi s.
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Calculation of the De]l)endence of Homo- and
Heteronuclear *J and *J Scalar Couplings for the
Determination of the 2’-Hydroxy Conformation in
RNA*#*

Jorg Fohrer, Uwe Reinscheid, Mirko Hennig, and
Teresa Carlomagno*

The presence or absence of the 2'-hydroxy group within the
pentose sugar accounts for the major difference between
RNA and DNA. In canonical environments, the pentose
sugars of RNA and DNA adopt C3'-endo and C2'-endo
conformations, respectively, leading to distinct differences in
the hydration and structural stability.!"! In addition to the
conformational preferences imposed by the 2-OH group, its
vital role in RNA catalysis has been studied extensively for
self-splicing viral ribozymes, type II introns and spliceosomal
RNAs.?* Thus, conformational studies of 2'-hydroxy groups
provide unique insights into the structural features of RNA
and shed light on the structure-activity relationship of RNA
catalytic processes.

Recently, we reported the assignments and conforma-
tional analysis of the 2'-hydroxy groups in the 30-mer HIV-2
transactivation response element (TAR) RNA" in solution at
low temperature,*” while another study from Ying and Bax
focuses on the conformational analysis of the 2’-hydroxy
groups in the RNA hairpin derived from the helix 35 of the
23S ribosomal RNA.¥! Molecular dynamics (MD) simulations
of an RNA hairpin previously identified three preferred
orientations for the 2'-hydroxy proton when the ribose sugar
adopts the C3"-endo pucker:! a) toward O3, stabilized by
attractive electrostatic interaction with the phosphate back-
bone (O3’ domain), b) toward O4’, stabilized by intra-ribose
electrostatic interactions (O4’ domain) and c) toward the
base, stabilized by interactions with the N3 or O2 atom of the
attached base (base domain). In our previous study we
reported preferences for the 2'-OH groups of canonical A-
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form helical regions to occupy the O3’ or base domains,”
while the work of Ying and Bax places all 2’-OH groups of the
hairpin RNA in the base domain.¥! Both findings support a
stabilizing network of hydrogen bonds that spans the minor
groove of the RNA helix and includes two water molecules in
the base plane of nucleotides belonging to opposite strands in
a base pair step. Such network of hydrogen bonds has been
proposed in a high-resolution X-ray study of an RNA
duplex."”! Although */(C1’,0H2) and */(C3',0H2) couplings
could be obtained for several residues of the RNAs under
investigation at low temperature, thus far the absence of a
Karplus-like parametrization of the heteronuclear couplings
impeded the quantitative analysis of the */(C1’,0H2) and
3J(C3',0H2).

Here we present ab initio calculations, using density
functional theory (DFT), to derive the Karplus-like relations
for the heteronuclear and homonuclear *J(C1'/C3'/H2',0H2)
and 2J(C2',0H2) couplings involving the 2-hydroxy group.
Establishing the dependence of the */(C1/C3'/H2',0H2) on
the intervening dihedral angle H2'-C2'-O2-OH is essential
for a quantitative analysis of the measured scalar couplings
and thus allows the accurate determination of the 2'-hydroxy
group conformation.

The DFT calculations of the *J(C1’/C3'/H2',0H2) and
2J(C2',0H2) couplings were performed using Gaussian 03
Revision C.02!"! on a ribose molecule bearing an amino group
at C1’ along with a phosphodiester attached to the 3'-hydroxy
group. A geometry optimization was carried out with the
ribose in the C3'-endo conformation using a b3Lyp/6-31g(d)
basis set as implemented in Gaussian.'>'*! The dihedral
angles of the ribose ring remained within the typical ranges
for the C3'-endo sugar pucker during the geometry optimi-
zation. The *J and %/ couplings related to the orientation of the
2"-hydroxy group were calculated using a b3Lyp/6-311g(2df,
2pd) basis set. The dependence of the three vicinal >J(C1'/C3'/
H2',0H2) and the two-bond %/(C2',0H2) scalar couplings on
the intervening H2'-C2'-O2'-OH dihedral angle 6 is shown in
Figure 1 (see also Table S1 in the Supporting Information for
the theoretical coupling values at each angle 6).

The calculated Karplus-like curve for the homonuclear
3J(H2',0H2) coupling compares well to the Karplus-like
curve determined from experimental data on model com-
pounds reported by Fraser et al.'! and confirms the good
quality of the model system used in the DFT calculations. The
two curves for the heteronuclear *J(C1'/C3',0H2) couplings
are asymmetric and differ substantially from each other. In
Figure 1 we compare the dependence of the *J(C1'/C3',0H2)
couplings on the H2'-C2'-O2'-OH dihedral angle calculated
here (continuous lines) with a crude approximation of the
Karplus-like curves used in our previous work."" This
approximated dependence was obtained by scaling the
coefficients of the *J(C,H) Karplus relation in alkenes to
reflect the averaged value of the */(C,OH) coupling in ethanol
(dashed lines). In the theoretically calculated curve, the
3J(C3',0H2) coupling reaches a maximum of 6.5 Hz at 6=
302° (Figure 1b, green continuous line). The averaged
coupling, assuming equal populations of the gauche +,
gauche —, and trans conformations, is 2.3 Hz, in good
qualitative agreement with the average coupling of 2.9 Hz
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Figure 1. a) DFT-derived Karplus relations for the dependence of the
*J(H2',0H2) coupling on the dihedral angle H2'-C2-02'-OH, 6. The
Karplus-like curve *J(H2',0H2) =11.8 cos?§—2.2cos 6—0.7 derived by
the DFT calculations is represented by the blue continuous line, while
the Karplus-like curve determined by Fraser et al." using two exper-
imental values for 3(3-acetoxy-5f,63-oxidocholestan-19-ol, is shown by
the dashed blue line for comparison. b) DFT-derived Karplus relations
for the dependence of the *(C1',0H2) and */(C3',0H2) couplings on
the dihedral angle H2'-C2"-02-OH. */(C1',0H2) = 9.6 sin’ (6+30) +
3.35in (0+25.3)—1.0 (in red) and ¥(C3/,0H2) =5.9sin? (0—33.2)—
1.0sin (6—27.0)—0.4 (in green). The dashed lines represent the crude
approximations derived in Reference [7] by scaling the coefficients of
the *J(C,H) Karplus relation in alkenes to reflect the averaged value of
the *J(C,OH) coupling in ethanol. c) DFT-derived relation for the
dependence of the %/(C2',0H2) coupling on the dihedral angle H2'-C2'-
02'-OH: %(C2',0H2) =0.6 cos’ (0+5.9)—0.2 cos” (I—46.1) —

0.4 cos (0—21.2)—2.8. Preferred conformational regions for the 2'-
hydroxy proton identified by MD simulations are in yellow.”) The black
rectangles show the conformational regions in agreement with aver-
aged and maximum scalar coupling values.

observed for the *J(C,OH) coupling in ethanol.”” On the
other hand, the 3/(C1’,0H2) coupling adopts the maximum
value of 11.6 Hz at 6 =62° (Figure 1b, red continuous line),
which largely deviates from the crude approximation used
previously (Figure 1b, red dashed line).”’ The 2/(C2,0H2)
coupling assumes quite uniform values ranging from —3.3 to
—2.6 Hz and shows only a moderate dependence on 6. These
values are in very good agreement with those measured by
Ying and Bax.®!
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To understand the reasons for the strong asymmetry of the
two 3J(C1'/C3',0H2) couplings, we performed DFT calcula-
tions to obtain the /(C1/C3',0H) value for the linear 1-
(dimethylamino)-2-hydroxy-1-methoxybutane-3-methylphos-
phate at dihedral angles 6(H-C-O-H)=60° and 300°
(Table S1 in the Supporting Information). The very similar
values obtained for the *J(C1’,0H2) and the *J(C3',0H2)
couplings at 6 =60° and 300°, respectively, indicate that the
strong asymmetry of the couplings in the ribose results from
the cyclic structure of the sugar. Additionally, we verified the
possibility that the high value observed at 62° for the
3J(C1',0H2) coupling could be significantly reduced by the
involvement of the 2-OH in a hydrogen bond either as a
proton donor or acceptor. However, the presence of a water
molecule that forms a hydrogen bond with the 2-OH reduces
the maximum value of the */(C1,0H2) coupling by 0.8 Hz
only.

The effect of the ribose conformation on the Karplus-like
relationship of the */(C1'/C3'/H2',0H2) couplings was veri-
fied by calculating the three couplings at the diagnostic 6
angles of 60° and 300° for a ribose assuming the C2'-endo
conformation. The values of the */(C1’,0H2) and the *J-
(H2',0H2) couplings are not significantly affected by the
ribose conformation (< 0.5 Hz), while the *J(C3',0H2) and
the 2J(C2',0H2) couplings increase at  =300° by 1.6 Hz and
—0.8 Hz, respectively.

The pronounced difference of both the */(C1’,0H2) and
the 3J(H2',0H2) couplings associated with the three distinct,
preferred conformational regions (Figure 1) readily allows for
distinguishing the conformational preferences around the
dihedral angle H2'-C2'-O2-OH when these couplings are
available. In our previous work we found that the °J-
(H2',0H2) and the *J(C1',OH2) couplings did not exceed
5.5 and 4.0 Hz, respectively, for each RNA residue, while Ying
and Bax measure uniform values of the */(C1,0H2) cou-
plings of the order of 1.5 Hz."¥l Furthermore, in both studies
the *J(C3,0H2) coupling is found to be on average larger
than the */(C1’,0H2) coupling. These observations, in combi-
nation with the Karplus-like dependence calculated here,
limit the conformational space accessible to the 2'-hydroxy
group to a very small region of the O3’ domain (6 = 120-130°)
or to a large portion of the base domain (6=270-320°;
Figure 1). However, the observation that the H4,0H2 NOE
is always smaller than the H1',OH2 NOE, as reported by Ying
and Bax!® for the RNA hairpin derived from the helix 35 of
the 23S ribosomal RNA and measured by us for the G
nucleotides in the helical regions of the TAR-RNA (Table S3
in the Supporting Information) seems to rule out population
of the O3’ domain with 6 > 90° (Figure S2 in the Supporting
Information). In contrast, the approximated version of the
Karplus dependence for the *J(C1'/C3',0H2) couplings used
in our previous work together with the measured hetero-
nuclear couplings allowed for population of a large portion of
the O3’ domain.

Thus far, the values of the */(C1/C3//H2,0H2) scalar
couplings have been interpreted assuming one single con-
formation of the 2’-OH group. However, the ratio of the
NOE:s involving the 2'-OH reported by Ying and Bax!® and
measured here for the G nucleotides of the TAR-RNA
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(Table S3 in the Supporting Information) do not fully
reconcile with the 2'-hydroxy groups occupying the base
domain. While the H4,OH2 NOE is always smaller than the
H1’,0H2 NOE in the base domain, population of this domain
exclusively would imply that the H4,OH2:H1’,OH2 NOE
ratio is approximately 0.1 while the H2',OH2:H1’,OH2 NOE
ratio is less than 2 or that the H4',O0H2:H1',OH2 NOE ratio is
greater than 0.1 while the H2',OH2:H1",OH2 NOE ratio is
greater than 2 for a ribose molecule with 7,=5 ns and in the
presence of spin diffusion effects. The average ratios of 0.24
for the H4',OH2:H1',OH2 NOEs and of 1.25 for the
H2',OH2:H1’,0H2 NOEs suggest that conformational aver-
aging is in effect. The absence of high values for all the
measured couplings together with the mean values of each
coupling and of the NOE ratios would reconcile with
conformational averaging of the 2'-OH group between the
03’ domain with 6 close to 120° and the base domain. This
picture would still support the involvement of the 2'-OH in a
network of hydrogen bonds spanning the minor groove."'"
The 2"-hydroxy group of one of the two nucleotides would
switch between the O3’ domain, where it can accept a
hydrogen bond from a water molecule, and the base domain,
where it can function as a proton donor in a hydrogen bond
with a water molecule, while the second nucleotide would
remain in the base domain. Both situations, where the two 2'-
hydroxy groups of opposite nucleotides in base pair steps are
either alternatively in the O3’ and base domain or both in the
base domain, support the hydration model of the minor
groove proposed by Egli et al.'”! Conformational averaging
between the O3’ domain and base domain for one of the two
nucleotides would imply that one 2'-hydroxy and one water
molecule concertedly switch their acceptor—-donor roles.

The hypothesis of a two-state model for the conformation
of the 2’-hydroxy group has to be verified by a quantitative
interpretation of precisely measured J(C1'/C3'/H2',0H2)
couplings together with diagnostic NOEs between the 2'-
OH and the ribose protons. The Karplus parametrization
reported here is an essential tool for this analysis and thus for
an accurate understanding of the structural and functional
role of the 2'-hydroxy group in RNA.

Experimental Section

The 2/ and the 3/ couplings involving the 2-hydroxy groups were
calculated using the DFT approach as implemented in Gaussian 03
Revision C.02."" The total nuclear spin-spin coupling was deter-
mined using the b3Lyp/6-311g(2df.2pd) basis set calculating the
contributing Fermi contact (FC), spin dipolar (SD), paramagnetic
spin orbit (PSO), and diamagnetic spin orbit (DSO) terms. The NOEs
of the 2'-OH groups were measured in a *C-edited HSQC NOESY
spectrum with a mixing time of 50 ms for a 1.5 mm sample of *C/"°N
G-labeled TAR-RNA dissolved in H,O/D,0 (90:10) at pH 6.4
(10 mm phosphate buffer, 50 mm sodium chloride).

Received: June 28, 2006
Published online: September 27, 2006

Keywords: ab initio calculations - Karplus relationship -
NMR spectroscopy - RNA

www.angewandte.org

e

7035



Publikationen

Communications

7036

[1] J. 1. Gyi, A.N. Lane, G. L. Conn, T. Brown, Nucleic Acids Res.
1998, 26, 3104-3110.

[2] R.F. Gesteland, T. Chech in The RNA World (Eds.: R.F.
Gesteland, T. Chech, J. F. Atkins), Cold Spring Harbor, New
York, 1998.

[3] E. A. Doherty, J. A. Doudna, Annu. Rev. Biochem. 2000, 69,
597-615.

[4] F. Eckstein, D. M. J. Lilley in Catalytic RNA (Eds.: F. Eckstein,
D. M. I. Lilley), Springer, Berlin, 1997.

[5] A.S.Brodsky,J. R. Williamson, J. Mol. Biol. 1997,267, 624—639.

[6] M. Hennig, J. Fohrer, T. Carlomagno, J. Am. Chem. Soc. 2005
127,2028-2029.

[7] J. Fohrer, M. Hennig, T. Carlomagno, J. Mol. Biol. 2006, 356,
280-287.

[8] J. Ying, A. Bax, J. Am. Chem. Soc. 2006, 128, 8372—8373.

[9] P. Auffinger, E. Westhof, J. Mol. Biol. 1997, 274, 54—63.

[10] M. Egli, S. Portmann, N. Usman, Biochemistry 1996, 35, 8489 —
8494.

[11] M. I. Frisch et al. Gaussian Inc. Wallingford CT, 2004.

[12] A.D. Becke, Phys. Rev. A 1988, 38, 3098 —3100.

[13] A.D. Becke, J. Chem. Phys. 1993, 98, 5648 —5652.

[14] R.R. Fraser, M. Kaufman, P. Morand, G. Govil, Can. J. Chem.
1969, 47, 403 -409.

[15] H. O. Kalinowski, S. Berger, S. Braun in Carbon “C NMR
Spectroscopy, Wiley, Chichester, 1984.

www.angewandte.org © 2006 Wiley-VCH Verlag GmbH & Co. KGaA, Weinheim

Angew. Chem. Int. Ed. 2006, 45, 70337036

155






Literaturverzeichnis

1]

[11]

T. Tuschl, P. A. Sharp, and D. P. Bartel. A ribozyme selected from variants
of u6 snrna promotes 2’5 -branch formation. RNA, 7(3):496-496, 2001.

A. E. McKee and P. A. Silver. Systems perspectives on mrna processing. Cell
Research, 17(7):581-590, 2007.

M. G. Gu and C. D. Lima. Processing the message: structural insights into
capping and decapping mrna. Current Opinion in Structural Biology, 15(1):99-
106, 2005.

S. Valadlkhan. The spliceosome: a ribozyme at heart? Biological Chemistry,
388(7):693-697, 2007.

M. R. Stahley and S. A. Strobel. Rna splicing: group i intron crystal structures
reveal the basis of splice site selection and metal ion catalysis. Current Opinion
in Structural Biology, 16(3):319-326, 2006.

K. Lehmann and U. Schmidt. Group ii introns: Structure and catalytic versati-
lity of large natural ribozymes. Critical Reviews in Biochemistry and Molecular
Biology, 38(3):249-303, 2003.

P. A. Sharp. The discovery of split genes and rna splicing. Trends in Bioche-
mical Sciences, 30(6):279-281, 2005.

S. Altman. A view of rnase p. Molecular Biosystems, 3(9):604-607, 2007.
P. A. Sharp. Split genes and rna splicing. Cell, 77(6):805-815, 1994.

F. Saida and B. Odaert. Rna recognition and cleavage by sequence-specific
endoribonucleases. Protein and Peptide Letters, 14(2):103-111, 2007.

N. Jarrous and R. Reiner. Human rnase p: a trna-processing enzyme and
transcription factor. Nucleic Acids Research, 35(11):3519-3524, 2007.

157



158

[12]

[17]

[18]

[19]

[20]

[21]

22]

23]

E. Brody and J. Abelson. The spliceosome - yeast pre-messenger rna associates
with a 40s complex in a splicing-dependent reaction. Science, 228(4702):963—
967, 1985.

H. D. Madhani and C. Guthrie. Dynamic rna-rna interactions in the spliceo-
some. Annual Review of Genetics, 28:1-26, 1994.

C. Guthrie and B. Patterson. Spliceosomal snrnas. Annual Reviews of Gene-
tics, 22:387-419, 1988.

S. R. Schmid and P. Linder. D-e-a-d protein family of putative rna helicases.
Molecular Microbiology, 6(3):283-292, 1992.

S. W. Ruby, T. H. Chang, and J. Abelson. 4 yeast spliceosomal proteins (prp5,
prp9, prpll, and prp21) interact to promote u2 snrnp binding to premessenger
rna. Genes Development, 7(10):1909-1925, 1993.

H. D. Madhani and C. Guthrie. Genetic interactions between the yeast rna
helicase homolog prp16 and spliceosomal snrnas identify candidate ligands for
the prpl6 rna-dependent atpase. Genetics, 137(3):677-687, 1994.

S. R. Price, P. R. Evens, and K. Nagai. Crystal structure of the spliceosomal
u2b ”-u2a ’ protein complex bound to a fragment of u2 small nuclear rna.
Nature, 394(6694):645-650, 1998.

R. J. Grainger and J. D. Beggs. Prp8 protein: At the heart of the spliceosome.
Rna-a Publication of the Rna Society, 11(5):533-557, 2005.

H. L. Murray and K. A. Jarrell. Flipping the switch to an active spliceosome.
Cell, 96(5):599-602, 1999.

B. B. Konforti, M. J. Koziolkiewicz, and M. M. Konarska. Disruption of base-
pairing between the 5’ splice-site and the 5’ end of ul snrna is required for
spliceosome assembly. Cell, 75(5):863-873, 1993.

M. J. Moore and P. A. Sharp. Site-specific modification of pre-messenger-rna
- the 2’-hydroxyl groups at the splice sites. Science, 256(5059):992-997, 1992.

T. R. Cech. The chemistry of self-splicing rna and rna enzymes. Science,
236(4808):1532-1539, 1987.



Literatur 159

[24]

[25]

[26]

[27]

28]

[29]

[30]

[31]

32]

R. F. Gesteland, T. R. Cech, and J. F. Atkins. The RNA World, Second
Edition. Cold Spring Harbor Laboratory Press, Cold Spring Harbor, New
York USA, 1999.

A. A. Patel and J. A. Steitz. Splicind double: Insights from the second spli-
ceosome. Nature Reviews Molecular Cell Biology, 4(0):960-970, 2003.

H. Domdey, B. Apostol, R. J. Lin, A. Newman, E. Brody, and J. Abelson.
Lariat structures are invivo intermediates in yeast pre-messenger rna splicing.
Cell, 39(3):611-621, 1984.

B. Ruskin, A. R. Krainer, T. Maniatis, and M. R. Green. Excision of an intact
intron as a novel lariat structure during pre-messenger rna splicing invitro.

Cell, 38(1):317-331, 1984.

R. Vanderveen, A. C. Arnberg, G. Vanderhorst, L. Bonen, H. F. Tabak, and
L. A. Grivell. Excised group-ii introns in yeast mitochondria are lariats and
can be formed by self-splicing invitro. Cell, 44(2):225-234, 1986.

C. L. Peebles, P. S. Perlman, K. L.. Mecklenburg, M. L. Petrillo, J. H. Tabor,
K. A. Jarrell, and H. L. Cheng. A self-splicing rna excises an intron lariat.
Cell, 44(2):213-223, 1986.

S. Valadkhan and J. L. Manley. A tertiary interaction detested in a human u2-
ub6 snrna complex assembled in vitro resembles a genetically proven interaction
in yeast. Rna-a Publication of the Rna Society, 6(2):206-219, 2000.

S. Valadkhan and J. L. Manley. Splicing-related catalysis by protein-free snr-
nas. Nature, 413(6857):701-707, 2001.

A. Newman and C. Norman. Mutations in yeast ub snrna alter the specificity
of 5 splice-site cleavage. Cell, 65(1):115-123, 1991.

A. J. Newman and C. Norman. U5 snrna interacts with exon sequences at 5’
and 3’ splice sites. Cell, 68(4):743-754, 1992.

J. R. Wyatt, E. J. Sontheimer, and J. A. Steitz. Site-specific cross-linking of
mammalian ud snrnp to the 5’ splice site before the 1st step of premessenger
rna splicing. Genes Development, 6(12B):2542-2553, 1992.



160

[35]

[41]

[42]

[43]

[44]

[45]

J. J. Cortes, E. J. Sontheimer, S. D. Seiwert, and J. A. Steitz. Mutations in
the conserved loop of human ub snrna generate use of novel cryptic 5’ splice
sites in-vivo. Embo Journal, 12(13):5181-5189, 1993.

E. J. Sontheimer and J. A. Steitz. The ub and u6 small nuclear rnas as active-
site components of the spliceosome. Science, 262(5142):1989-1996, 1993.

J. D. Watson and F. H. C. Crick. Molecular structure of nucleic acids - a

structure for deoxyribose nucleic acid. Nature, 171(4356):737-738, 1953.

D. L. Black, B. Chabot, and J. A. Steitz. U2 as well as ul small nuclear
ribonucleoproteins are involved in pre-messenger rna splicing. Cell, 42(3):737—-
750, 1985.

H. Sawa and Y. Shimura. Association of u6 snrna with the 5’-splice site region
of pre-messenger-rna in the spliceosome. Genes Development, 6(2):244-254,
1992.

H. Sawa and J. Abelson. Evidence for a base-pairing interaction between u6
small nuclear-rna and the 5 splice site during the splicing reaction in yeast.
Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of Ame-
rica, 89(23):11269-11273, 1992.

D. A. Wassarman and J. A. Steitz. Interactions of small nuclear rnas with
precursor messenger-rna during invitro splicing. Science, 257(5078):1918-1925,
1992.

S. Kandelslewis and B. Seraphin. Role of u6 snrna in 5’ splice-site selection.
Science, 262(5142):2035-2039, 1993.

C. F. Lesser and C. Guthrie. Mutations in u6 snrna that alter splice-site
specificity - implications for the active-site. Science, 262(5142):1982-1988,
1993.

R. G. Pearson. Hard and soft acids and bases. Journal of the American
Chemical Society, 85(22):3533—, 1963.

S. L. Yean, G. Wuenschell, J. Termini, and R. J. Lin. Metal-ion coordination
by u6 small nuclear rna contributes to catalysis in the spliceosome. Nature,
408(6814):881-884, 2000.



Literatur 161

[46]

[47]

[49]

[52]

[53]

[54]

[55]

C. C. Query, M. J. Moore, and P. A. Sharp. Branch nucleophile selection
in pre-messenger-rna splicing - evidence for the bulged duplex model. Genes
Development, 8(5):587-597, 1994.

M. 1. Zavanelli and M. Ares. Efficient association of u2 snrnps with pre-
messenger-rna requires an essential u2 rna structural element. Genes Deve-
lopment, 5(12B):2521-2533, 1991.

S. Liu, P. Li, O. Dybkov, S. Nottrott, K. Hartmuth, R. Luhrmann, T. Carloma-
gno, and M. C. Wahl. Binding of the human prp31 nop domain to a composite
rna-protein platform in u4 snrnp. Science, 316(5821):115-120, 2007.

H. D. Madhani and C. Guthrie. A novel base-pairing interaction between
u2 and u6 snrnas suggests a mechanism for the catalytic activation of the
spliceosome. Cell, 71(5):803-817, 1992.

T. Wolff, R. Menssen, J. Hammel, and A. Bindereif. Splicing function of mam-
malian u6 small nuclear-rna - conserved positions in central domain and helix-i
are essential during the 1st and 2nd step of premessenger rna splicing. Pro-
ceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America,
91(3):903-907, 1994.

D. G. Sashital, G. Cornilescu, and S. E. Butcher. U2-u6 rna folding reveals
a group ii intron-like domain and a four-helix junction. Nature Structural
Molecular Biology, 11(12):1237-1242, 2004.

A. Kumar, R. R. Ernst, and K. Wuthrich. A two-dimensional nuclear overhau-
ser enhancement (2d noe) experiment for the elucidation of complete proton-
proton cross-relaxation networks in biological macromolecules. Biochemical

and Biophysical Research Communications, 95(1):1-6, 1980.

M. Hennig and J. R. Williamson. Detection of n-h center dot center dot center
dot n hydrogen bonding in rna via scalar couplings in the absence of observable
imino proton resonances. Nucleic Acids Research, 28(7):1585-1593, 2000.

P. B. Rupert and A. R. Ferre-D’Amare. Crystal structure of a hair-
pin ribozyme-inhibitor complex with implications for catalysis. Nature,
410(6830):780-786, 2001.

J. S. Sun and J. L. Manley. A novel u2-u6 snrna structure is necessary for

mammalian messenger-rna splicing. Genes Development, 9(7):843-854, 1995.



162

[56]

[57]

[58]

[64]

[65]

[66]

D. E. Ryan and J. Abelson. The conserved central domain of yeast u6 snrna:
Importance of u2-u6 helix i-a in spliceosome assembly. RNA, 8(8):997-1010,
2002.

A. K. Hilliker and J. P. Staley. Multiple functions for the invariant agc triad
of u6 snrna. RNA, 10(6):921-928, 2004.

B. M. Rhode, K. Hartmuth, E. Westhof, and R. Luhrmann. Proximity of
conserved u6 and u2 snrna elements to the 5’ splice site region in activated
spliceosomes. Embo Journal, 25(11):2475-2486, 2006.

S. Joseph and H. F. Noller. Directed hydroxyl radical probing using iron(ii)
tethered to rna. Rna-Ligand Interactions, Part B, 318:175-190, 2000.

S. P. Chan, D. I. Kao, W. Y. Tsai, and S. C. Cheng. The prpl9p-associated
complex in spliceosome activation. Science, 302(5643):279-282, 2003.

T. A. Steitz and J. A. Steitz. A general 2-metal-ion mechanism for catalytic
rna. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of
America, 90(14):6498-6502, 1993.

T. W. Nilsen. Rna splicing - the case for an rna enzyme. Nature,
408(6814):782-783, 2000.

F. Q. Yuan, L. Griffin, L. J. Phelps, V. Buschmann, K. Weston, and N. L.
Greenbaum. Use of a novel forster resonance energy transfer method to identify
locations of site-bound metal ions in the u2-u6 snrna complex. Nucleic Acids
Research, 35(9):2833-2845, 2007.

M. M. Konarska, J. Vilardell, and C. C. Query. Repositioning of the reaction
intermediate within the catalytic center of the spliceosome. Molecular Cell,
21(4):543-553, 2006.

J. G. Umen and C. Guthrie. The second catalytic step of pre-mrna splicing.
RNA, 1(9):869-885, 1995.

B. Schwer and C. H. Gross. Prp22, a dexh-box rna helicase, plays two distinct
roles in yeast pre-mrna splicing. Embo Journal, 17(7):2086-2094, 1998.

T. Tuschl, P. A. Sharp, and D. P. Bartel. Selection in vitro of novel ribo-
zymes from a partially randomized u2 and u6 snrna library. Embo Journal,
17(9):2637-2650, 1998.



Literatur 163

[68]

[72]

73]

[76]

O. Fedorova and N. Zingler. Group ii introns: structure, folding and splicing
mechanism. Biological Chemistry, 388(7):665-678, 2007.

P. A. Sharp and C. B. Burge. Classification of introns: U2-type or ul2-type.
Cell, 91(7):875-879, 1997.

M. Morl, I. Niemer, and C. Schmeizer. New reactions catalyzed by a group-ii
intron ribozyme with rna and dna substrates. Cell, 70(5):803-810, 1992.

D. Herschlag, J. A. Piccirilli, and T. R. Cech. Ribozyme-catalyzed and no-
nenzymatic reactions of phosphate diesters - rate effects upon substitution of

sulfur for a nonbridging phosphoryl oxygen atom. Biochemistry, 30(20):4844—
4854, 1991.

I. Wong, S. S. Patel, and K. A. Johnson. An induced-fit kinetic mechanism
for dna-replication fidelity - direct measurement by single-turnover kinetics.
Biochemistry, 30(2):526-537, 1991.

C. Tuerk, P. Gauss, C. Thermes, D. R. Groebe, M. Gayle, N. Guild, G. Stormo,
Y. Daubentoncarafa, O. C. Uhlenbeck, I. Tinoco, E. N. Brody, and L. Gold.
Cuucgg hairpins - extraordinarily stable rna secondary structures associated
with various biochemical processes. Proceedings of the National Academy of
Sciences of the United States of America, 85(5):1364-1368, 1988.

G. Varani, C. J. Cheong, and I. Tinoco. Structure of an unusually stable rna
hairpin. Biochemistry, 30(13):3280-3289, 1991.

R. T. Batey, R. P. Rambo, and J. A. Doudna. Tertiary motifs in rna structure
and folding. Angewandte Chemie-International Edition, 38(16):2327-2343,
1999.

L. Mueller, P. Legault, and A. Pardi. Improved rna structure determination
by detection of noe contacts to exchange-broadened amino protons. Journal
of the American Chemical Society, 117(45):11043-11048, 1995.

B. Furtig, C. Richter, J. Wohnert, and H. Schwalbe. Nmr spectroscopy of rna.
Chembiochem, 4(10):936-962, 2003.

J. R. Tolman, J. M. Flanagan, M. A. Kennedy, and J. H. Prestegard. Nucle-

ar magnetic dipole interactions in field-oriented proteins - information for



164

[79]

[80]

[84]

[85]

[36]

structure determination in solution. Proceedings of the National Academy of

Sciences of the United States of America, 92(20):9279-9283, 1995.

H. M. Al-Hashimi, A. Majumdar, A. Gorin, A. Kettani, E. Skripkin, and
D. J. Patel. Field- and phage-induced dipolar couplings in a homodimeric
dna quadruplex, relative orientation of g center dot(c-a) triad and g-tetrad

motifs and direct determination of ¢2 symmetry axis orientation. Journal of
the American Chemical Society, 123(4):633-640, 2001.

N. Yathindra and M. Sundaralingam. Conformational correlation between

sugar pucker and internucleotide p-o bonds in polynucleotides. Biophysical
Journal, 15(2):A87-A87, 1975.

G. Bodenhausen and D. J. Ruben. Natural abundance n-15 nmr by enhanced
heteronuclear spectroscopy. Chemical Physics Letters, 69(1):185-189, 1980.

S. Talluri and G. Wagner. An optimized 3d noesy-hsqc. Journal of Magnetic
Resonance Series B, 112(2):200-205, 1996.

C. Zwahlen, P. Legault, S. J. F. Vincent, J. Greenblatt, R. Konrat, and L. E.
Kay. Methods for measurement of intermolecular noes by multinuclear nmr
spectroscopy: Application to a bacteriophage lambda n-peptide/boxb rna com-
plex. Journal of the American Chemical Society, 119(29):6711-6721, 1997.

B. Brutscher, J. Boisbouvier, E. Kupce, C. Tisne, F. Dardel, D. Marion, and
J. P. Simorre. Base-type-selective high-resolution c-13 edited noesy for sequen-

tial assignment of large rnas. Journal of Biomolecular Nmr, 19(2):141-151,
2001.

W. D. Hu, L. T. Kakalis, L. C. Jiang, F. Jiang, X. M. Ye, and A. Majumdar.
3d hcch-cosy-tocsy experiment for the assignment of ribose and amino acid

side chains in c¢-13 labeled rna and protein. Journal of Biomolecular Nmr,
12(4):559-564, 1998.

K. Gehring and I. Ekiel. H(c)ch-cosy and (h)cch-cosy experiments for c-13-
labeled proteins in h2o solution. Journal of Magnetic Resonance, 135(1):185—
193, 1998.

R. Fiala, F. Jiang, and V. Sklenai. Sensitivity optimized hcn and hench expe-
riments for ¢-13/n-15 labeled oligonucleotides. Journal of Biomolecular Nmr,
12(3):373-383, 1998.



Literatur 165

[33]

[89]

[90]

[91]

[92]

[93]

[95]

[96]

[97]

H. Van Melckebeke, A. Pardi, J. Boisbouvier, J. P. Simorre, and B. Brut-
scher. Resolution-enhanced base-type-edited hen experiment for rna. Journal
of Biomolecular Nmr, 32(4):263-271, 2005.

B. Simon, K. Zanier, and M. Sattler. A trosy relayed hcch-cosy experiment for
correlating adenine h2/h8 resonances in uniformly c-13-labeled rna molecules.
Journal of Biomolecular Nmr, 20(2):173-176, 2001.

P. Rossi and G. S. Harbison. Calculation of c¢-13 chemical shifts in rna nucleo-
sides: Structure-c-13 chemical shift relationships. Journal of Magnetic Reso-
nance, 151(1):1-8, 2001.

G. Varani, F. Aboulela, and F. H. T. Allain. Nmr investigation of rna structure.

Progress in Nuclear Magnetic Resonance Spectroscopy, 29:51-127, 1996.

K. J. Baeyens, H. L. DeBondt, A. Pardi, and S. R. Holbrook. A curved rna
helix incorporating an internal loop with g center dot a and a center dot a non-

watson-crick base pairing. Proceedings of the National Academy of Sciences of
the United States of America, 93(23):12851-12855, 1996.

P. Legault, B. T. Farmer, L. Mueller, and A. Pardi. Through-bond correla-
tion of adenine protons in a c-13-labeled ribozyme. Journal of the American
Chemical Society, 116(5):2203-2204, 1994.

J. P. Marino, J. H. Prestegard, and D. M. Crothers. Correlation of adenine
h2/h8 resonances in uniformly c-13 labeled rnas by 2d hcch-tocsy - a new tool
for h-1 assignment. Journal of the American Chemical Society, 116(5):2205—
2206, 1994.

R. H. Griffey and A. G. Redfield. Proton-detected heteronuclear edited and
correlated nuclear-magnetic-resonance and nuclear overhauser effect in soluti-
on. Quarterly Reviews of Biophysics, 19(1-2):51-82, 1987.

S. Grzesiek and A. BAX. Spin-locked multiple-quantum coherence for signal
enhancement in heteronuclear multidimensional nmr experiments. Journal of
Biomolecular Nmr, 6(3):335-339, 1995.

S. S. Wijmenga and B. N. M. van Buuren. The use of nmr methods for con-
formational studies of nucleic acids. Progress in Nuclear Magnetic Resonance
Spectroscopy, 32:287-387, 1998.



166

[98]

[99]

[100]

[101]

[102]

[103]

[104]

[105]

[106]

107]

L. G. Scott, T. J. Tolbert, and J. R. Williamson. Preparation of specifically h-
2- and c-13-labeled ribonucleotides. Rna-Ligand Interactions Pt A, 317:18-38,
2000.

W Saenger. Principles of Nucleic Acids Structure. Springer Verlag, Berlin
Deutschland, 1984.

M. Ebrahimi, P. Rossi, C. Rogers, and G. S. Harbison. Dependence of ¢-13 nmr
chemical shifts on conformations of rna nucleosides and nucleotides. Journal
of Magnetic Resonance, 150(1):1-9, 2001.

H. Schwalbe, J. P. Marino, G. C. King, R. Wechselberger, W. Bermel, and
C. Griesinger. Determination of a complete set of coupling-constants in c-13-
labeled oligonucleotides. Journal of Biomolecular Nmr, 4(5):631-644, 1994.

D. P. Zimmer, J. P. Marino, and C. Griesinger. Determination of homo- and
heteronuclear coupling constants in uniformly 13c, 15n labeled dna oligonucleo-
tides. Magnetic Resonance in Chemistry, 34:5S177-S186, 1996.

F. A. A. M. Deleecuw and C. Altona. Conformational-analysis of beta-d-ribo-
nucleosides, beta-d-deoxyribo-nucleosides, beta-d-arabino-nucleosides, beta-d-
xylo-nucleosides, and beta-d-lyxo-nucleosides from proton-proton coupling-
constants. Journal of the Chemical Society-Perkin Transactions 2, (3):375—
384, 1982.

C. Altona and Sundaral.M. Conformational-analysis of sugar ring in nucleosi-
des and nucleotides - new description using concept of pseudorotation. Journal
of the American Chemical Society, 94(23):8205—, 1972.

D. G. Gorenstein. Conformation and dynamics of dna and protein-dna com-
plexes by p-31 nmr. Chemical Reviews, 94(5):1315-1338, 1994.

T. Carlomagno, M. Hennig, and J. R. Williamson. A novel ph-ct-cosy me-
thodology for measuring j(ph) coupling constants in unlabeled nucleic acids.
application to hiv-2 tar rna. Journal of Biomolecular Nmr, 22(1):65-81, 2002.

A. J. Dingley and S. Grzesiek. Direct observation of hydrogen bonds in nucleic
acid base pairs by internucleotide (2)j(nn) couplings. Journal of the American
Chemical Society, 120(33):8293-8297, 1998.



Literatur 167

[108]

[109]

[110]

[111]

[112]

[113]

114]

[115]

[116]

[117]

J. Wohnert, A. J. Dingley, M. Stoldt, M. Gorlach, S. Grzesiek, and L. R.
Brown. Direct identification of nh center dot center dot center dot n hydrogen

bonds in non-canonical base pairs of rna by nmr spectroscopy. Nucleic Acids
Research, 27(15):3104-3110, 1999.

A. Majumdar, A. Kettani, and E. Skripkin. Observation and measurement
of internucleotide (2)j(nn) coupling constants between n-15 nuclei with widely
separated chemical shifts. Journal of Biomolecular Nmr, 14(1):67-70, 1999.

A. T. Brunger, P. D. Adams, G. M. Clore, W. L. DeLano, P. Gros, R. W.
Grosse-Kunstleve, J. S. Jiang, J. Kuszewski, M. Nilges, N. S. Pannu, R. J.
Read, L. M. Rice, T. Simonson, and G. L.. Warren. Crystallography nmr sys-
tem: A new software suite for macromolecular structure determination. Acta

Crystallographica Section D-Biological Crystallography, 54:905-921, 1998.

S. Kirkpatrick, C. D. Gelatt, and M. P. Vecchi. Optimization by simulated
annealing. Science, 220(4598):671-680, 1983.

A. T. Brunger, P. D. Adams, and L. M. Rice. New applications of simulated
annealing in x-ray crystallography and solution nmr. Structure, 5(3):325-336,
1997.

J. W. Miao, H. N. Chapman, J. Kirz, D. Sayre, and K. O. Hodgson. Taking x-
ray diffraction to the limit: Macromolecular structures from femtosecond x-ray
pulses and diffraction microscopy of cells with synchrotron radiation. Annual
Review of Biophysics and Biomolecular Structure, 33:157-176, 2004.

A. Ke and J. A. Doudna. Crystallization of rna and rna-protein complexes.
Methods, 34(3):408-414, 2004.

L. J. Delucas, T. L. Bray, L. Nagy, D. McCombs, N. Chernov, D. Hamrick,
L. Cosenza, A. Belgovskiy, B. Stoops, and A. Chait. Efficient protein crystal-
lization. Journal of Structural Biology, 142(1):188-206, 2003.

A. R. Ferre-D’Amare, K. H. Zhou, and J. A. Doudna. Crystal structure of a
hepatitis delta virus ribozyme. Nature, 395(6702):567-574, 1998.

C. A. Theimer, C. A. Blois, and J. Feigon. Structure of the human telomerase
rna pseudoknot reveals conserved tertiary interactions essential for function.
Molecular Cell, 17(5):671-682, 2005.



168

[118]

[119]

[120]

[121]

[122]

[123]

[124]

[125]

[126]

[127]

[128]

[129]

C. W. Hilbers, P. J. A. Michiels, and H. A. Heus. New developments in
structure determination of pseudoknots. Biopolymers, 48(2-3):137-153, 1998.

J. A. Berglund, M. Rosbash, and S. C. Schultz. Crystal structure of a model
branchpoint-u2 snrna duplex containing bulged adenosines. Rna-a Publication
of the Rna Society, 7(5):682-691, 2001.

K. Valegard, J. B. Murray, P. G. Stockley, N. J. Stonehouse, and L. Liljas.
Crystal-structure of an bacteriophage-rna coat protein-operator complex. Na-
ture, 371(6498):623-626, 1994.

A. S. Spirin. The ribosome as an rna-based molecular machine. RNA Biology,
1(1):3-9, 2004.

V. A. Bloomfield, D. M. Crothers, and I. Tinoco Jr. Nucleic Acids - Structures,
Properties and Functions. University Science Books Sausalito, California USA,
1999.

W. G. Scott, J. B. Murray, J. R. P. Arnold, B. L. Stoddard, and A. Klug.
Capturing the structure of a catalytic rna intermediate: The hammerhead
ribozyme. Science, 274(5295):2065-2069, 1996.

G. Ast. How did alternative splicing evolve? Nature Reviews Genetics,
5(10):773-782, 2004.

A. Fire, S. Q. Xu, M. K. Montgomery, S. A. Kostas, S. E. Driver, and C. C.
Mello. Potent and specific genetic interference by double-stranded rna in cae-
norhabditis elegans. Nature, 391(6669):806-811, 1998.

C. J. Cheong, G. Varani, and I. Tinoco. Solution structure of an unusually
stable rna hairpin, 5’ggac(uucg)gucc. Nature, 346(6285):680-682, 1990.

D. J. Williams, J. L. Boots, and K. B. Hall. Thermodynamics of 2 ’-ribose sub-
stitutions in uucg tetraloops. Rna-a Publication of the Rna Society, 7(1):44-53,
2001.

E. A. Doherty, R. T. Batey, B. Masquida, and J. A. Doudna. A universal
mode of helix packing in rna. Nature Structural Biology, 8(4):339-343, 2001.

P. L. Nixon, A. Rangan, Y. G. Kim, A. Rich, D. W. Hoffman, M. Hennig,
and D. P. Giedroc. Solution structure of a luteoviral pl-p2 frameshifting mrna
pseudoknot. Journal of Molecular Biology, 322(3):621-633, 2002.



Literatur 169

[130]

[131]

[132]

[133]

[134]

[135]

[136]

[137]

[138]

[139]

[140]

A. Newman. Small nuclear rnas and pre-messenger-rna splicing. Current
Opinion in Cell Biology, 6(3):360-367, 1994.

F. Eckstein and D. M. J. Lilley. Catalytic RNA. Cold Spring Harbor Mono-
graph Series Monograph 37, 2nd Edit., Cold Sprin Harbor Laboratory Press,
Cold Spring Harbor, New York USA, 1996.

E. A. Doherty and J. A. Doudna. Ribozyme structures and mechanisms.
Annual Review of Biochemistry, 69:597-615, 2000.

P. M. Gordon, R. Fong, S. K. Deb, N. S. Li, J. P. Schwans, J. D. Ye, and J. A.
Piccirilli. New strategies for exploring rna’s 2 -oh expose the importance of

solvent during group ii intron catalysis. Chemistry Biology, 11(2):237-246,
2004.

B. W. Pontius, W. B. Lott, and P. H. vonHippel. Observations on catalysis by
hammerhead ribozymes are consistent with a two-divalent-metal-ion mecha-
nism. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States of
America, 94(6):2290-2294, 1997.

N. Baidya and O. C. Uhlenbeck. The role of 2’-hydroxyl groups in an rna-
protein interaction. Biochemistry, 34(38):12363-12368, 1995.

M. Hennig, J. Fohrer, and T. Carlomagno. Assignment and noe analysis of 2

"-hydroxyl protons in rna: Implications for stabilization of rna a-form duplexes.
Journal of the American Chemical Society, 127(7):2028-2029, 2005.

S. H. Wang and E. T. Kool. Origins of the large differences in stability of dna
and rna helices - c-5 methyl and 2’-hydroxyl effects. Biochemistry, 34(12):4125—
4132, 1995.

Y. P. Pan and A. D. MacKerell. Altered structural fluctuations in duplex rna
versus dna: a conformational switch involving base pair opening. Nucleic Acids
Research, 31(24):7131-7140, 2003.

P. Auffinger and E. Westhof. Rules governing the orientation of the 2’-hydroxyl
group in rna. Journal of Molecular Biology, 274(1):54-63, 1997.

M. Egli, S. Portmann, and N. Usman. Rna hydration: A detailed look. Bio-
chemistry, 35(26):8489-8494, 1996.



170

141]

[142]

[143]

144]

[145]

[146]

[147]

148

[149]

[150]

[151]

J. Fohrer, M. Hennig, and T. Carlomagno. Influence of the 2 -hydroxyl group
conformation on the stability of a-form helices in rna. Journal of Molecular
Biology, 356(2):280-287, 2006.

P. Acharya and J. Chattopadhyaya. The hydrogen bonding and hydration of
2 7 oh in adenosine and adenosine 3 ’-ethyl phosphate. Journal of Organic
Chemistry, 67(6):1852-1865, 2002.

S. R. Lynch, J. G. Pelton, and I. Tinoco Jr. Nmr assignment of a 2’-hydroxyl
proton from the uucg tetraloop through long-range correlations with 13c. Ma-
gnetic Resonance in Chemistry, 34(0):S11-S17, 1996.

H. O. Kalinowski, S. Berger, and S. Braun. 13C-NMR Spectroscopy. Thieme
Verlag, Stuttgart Deutschland, 1984.

M. L. Munzarova and V. Sklenar. Dft analysis of nmr scalar interactions
across the glycosidic bond in dna. Journal of the American Chemical Society,
125(12):3649-3658, 2003.

H. Q. Zhao, Q. F. Pan, W. H. Zhang, I. Carmichael, and A. S. Serianni.
Dft and nmr studies of (2)j(coh) (3)j(hcoh), and (3)j(ccoh) spin-couplings in
saccharides: C-o torsional bias and h-bonding in aqueous solution. Journal of
Organic Chemistry, 72(19):7071-7082, 2007.

R. R. Fraser, M. Kaufman, P. Morand, and G. Govil. Stereochemical depen-
dence of vicinal h-c-o-h coupling constants. Canadian Journal of Chemistry,
47(3):403-, 1969.

M. Kaupp, M. Biihl, and V. G. Malkin. Calculation of NMR and EPR Para-
meters. Wiley-VCH Verlag, Weinheim Deutschland, 2004.

N. F. Ramsey. Electron coupled interactions between nuclear spins in molecu-
les. Physical Review, 91(2):303-307, 1953.

T. Helgaker, M. Jaszunski, and K. Ruud. Ab initio methods for the calculation
of nmr shielding and indirect spin-spin coupling constants. Chemical Reviews,
99(1):293-352, 1999.

T. Helgaker, M. Watson, and N. C. Handy. Analytical calculation of nuclear

magnetic resonance indirect spin-spin coupling constants at the generalized



Literatur 171

[152]

[153]

[154]

[155]

[156]

[157]

158

[159]

[160]

[161]

gradient approximation and hybrid levels of density-functional theory. Journal
of Chemical Physics, 113(21):9402-9409, 2000.

J. A. Pople, J. W. Mciver, and N. S. Ostlund. Self-consistent perturbation theo-
ry .i. finiteperturbation methods. Journal of Chemical Physics, 49(7):2960-,
1968.

J. A. Pople, J. W. Mciver, and N. S. Ostlund. Self-consistent perturbati-
on theory .2. nuclear-spin coupling constants. Journal of Chemaical Physics,

49(7):2965-, 1968,

O. Chaloin, J. C. Peter, J. P. Briand, B. Masquida, C. Desgranges, S. Muller,
and J. Hoebeke. The n-terminus of hiv-1 tat protein is essential for tat-tar rna
interaction. Cellular and Molecular Life Sciences, 62(3):355-361, 2005.

S. Bannwarth and A. Gatignol. Hiv-1 tar rna: The target of molecular in-
teractions between the virus and its host. Current Hiv Research, 3(1):61-71,
2005.

J. Karn, C. Dingwall, J. T. Finch, S. Heaphy, and M. J. Gait. Rna-binding by
the tat and rev proteins of hiv-1. Biochimie, 73(1):9-16, 1991.

J. Karn. Tackling tat. Journal of Molecular Biology, 293(2):235-254, 1999.

G. J. Graham and J. J. Maio. Rna transcripts of the human-immunodeficiency-
virus transactivation response element can inhibit action of the viral transac-
tivator. Proceedings of the National Academy of Sciences of the United States
of America, 87(15):5817-5821, 1990.

W. G. Gu, W. Powell, J. Mote, and D. Reines. Nascent rna cleavage by arrested
rna polymerase-ii does not require upstream translocation of the elongation
complex on dna. Journal of Biological Chemistry, 268(34):25604-25616, 1993.

P. D. Bieniasz, T. A. Grdina, H. P. Bogerd, and B. R. Cullen. Recruitment
of a protein complex containing tat and cyclin t1 to tar governs the species
specificity of hiv-1 tat. Embo Journal, 17(23):7056-7065, 1998.

P. D. Bieniasz, T. A. Grdina, H. P. Bogerd, and B. R. Cullen. Recruitment of

cyclin t1/p-tefb to an hiv type i long terminal repeat promoter proximal rna



172

162]

163

[164]

[165]

[166]

[167]

168

[169)]

[170]

target is both necessary and sufficient for full activation of transcription. Pro-
ceedings of the National Academy of Sciences of the United States of America,
96(14):7791-7796, 1999.

R. Fenrick, M. H. Malim, J. Hauber, S. Y. Le, J. Maizel, and B. R. Cullen.
Functional-analysis of the tat trans-activator of human immunodeficiency virus
type-2. Journal of Virology, 63(12):5006-5012, 1989.

H. Rhim and A. P. Rice. Functional-significance of the dinucleotide bulge in
stem-loopl and stem-loop2 of hiv-2 tar rna. Virology, 202(1):202-211, 1994.

J. S. Tao and A. D. Frankel. Specific binding of arginine to tar rna. Procee-
dings of the National Academy of Sciences of the United States of America,
89(7):2723-2726, 1992.

J. S. Tao and A. D. Frankel. Arginine-binding rnas resembling tar identified
by in vitro selection. Biochemistry, 35(7):2229-2238, 1996.

M. J. Churcher, C. Lamont, F. Hamy, C. Dingwall, S. M. Green, A. D. Lowe,
P. J. G. Butler, M. J. Gait, and J. Karn. High-affinity binding of tar rna
by the human-immunodeficiency-virus type-1 tat protein requires base-pairs
in the rna stem and amino-acid-residues flanking the basic region. Journal of
Molecular Biology, 230(1):90-110, 1993.

M. J. Frisch, G. W. Trucks, H. B. Schlegel, G. E. Scuseria, M. A. Robb, J. R.
Cheeseman, and J. A. et al. Montgomery Jr. Gaussian 03, Revision C.02.
Gaussian Inc. Wallingford CT, 2004.

J. Fohrer. Messung und interpretation von kopplungen an rna. Diplomarbeit,
Johann Wolfgang Goethe Universitat, Frankfurt am Main, 2004.

A. BAX, G. W. Vuister, S. Grzesiek, F. Delaglio, A. C. Wang, R. Tschudin,
and G. Zhu. Measurement of homonuclear and heteronuclear j-couplings from

quantitative j-correlation. Nuclear Magnetic Resonance, Pt C, 239:79-105,
1994.

J. F. Ying and A. Bax. 2 ’-hydroxyl proton positions in helical rna from
simultaneously measured heteronuclear scalar couplings and noes. Journal of
the American Chemical Society, 128(26):8372-8373, 2006.



Literatur 173

171]

[172]

[173]

[174]

[175]

[176]

[177]

[178]

[179]

[180]

A. D. Becke. Density-functional exchange-energy approximation with correct
asymptotic-behavior. Physical Review A, 38(6):3098-3100, 1988.

A. D. Becke. Density-functional thermochemistry .3. the role of exact ex-
change. Journal of Chemical Physics, 98(7):5648-5652, 1993.

H. Kessler, M. Gehrke, and C. Griesinger. Two-dimensional nmr-spectroscopy
- background and overview of the experiments.  Angewandte Chemie-
International Edition in English, 27(4):490-536, 1988.

V. M. Sanchez-Pedregal, M. Reese, J. Meiler, M. J. J. Blommers, C. Griesinger,
and T. Carlomagno. The inpharma method: Protein-mediated interligand

noes for pharmacophore mapping. Angewandte Chemie-International Edition,
44(27):4172-4175, 2005.

M. Reese, V. M. Sanchez-Pedregal, K. Kubicek, J. Meiler, M. J. J. Blom-
mers, C. Griesinger, and T. Carlomagno. Structural basis of the activity of
the microtubule-stabilizing agent epothilone a studied by nmr spectroscopy in
solution. Angewandte Chemie-International Edition, 46(11):1864-1868, 2007.

J. I. Gyi, A. N. Lane, G. L. Conn, and T. Brown. The orientation and dyna-
mics of the ¢2 -oh and hydration of rna and dna-rna hybrids. Nucleic Acids
Research, 26(13):3104-3110, 1998.

E. Giudice and R. Lavery. Nucleic acid base pair dynamics: The impact of
sequence and structure using free-energy calculations. Journal of the American
Chemical Society, 125(17):4998-4999, 2003.

M. Gueron and J. L. Leroy. Studies of base pair kinetics by nmr measurement
of proton exchange. Nuclear Magnetic Resonance and Nucleic Acids, 261:383—
413, 1995.

K. Snoussi and J. L. Leroy. Imino proton exchange and base-pair kinetics in
rna duplexes. Biochemistry, 40(30):8898-8904, 2001.

J. W. Keepers and T. L. James. A theoretical-study of distance determinati-
ons from nmr - two-dimensional nuclear overhauser effect spectra. Journal of
Magnetic Resonance, 57(3):404-426, 1984.



174

[181]

[182]

[183]

[184]

[185]

[186]

[187]

[188]

[189)]

[190]

G. M. Clore and A. M. Gronenborn. Assessment of errors involved in the
determination of interproton distance ratios and distances by means of one-
dimensional and 2-dimensional noe measurements. Journal of Magnetic Reso-
nance, 61(1):158-164, 1985.

S. B. Landy and B. D. N. Rao. Influence of molecular-geometry on uncertainty
in distances determined from noe. Journal of Magnetic Resonance, 83(1):29—-
43, 1989.

R. Konradi, M. Billeter, and K. Wiithrich. Molmol: a program for display and

analysis of macromolecular structures. J. Mol. Graphics, 14:51-55, 1996.

S. S. Sastry and B. M. Ross. Nuclease activity of t7 rna polymerase and
the heterogeneity of transcription elongation complexes. Journal of Biological
Chemistry, 272(13):8644-8652, 1997.

K. Burgess and D. Cook. Syntheses of nucleoside triphosphates. Chemical
Reviews, 100(6):2047-2059, 2000.

[. M. Lagoja and P. Herdewijn. Chemical synthesis of c-13 and n-15 labeled
nucleosides. Synthesis-Stuttgart, (3):301-314, 2002.

T. J. Tolbert and J. R. Williamson. Preparation of specifically deuterated
rna for nmr studies using a combination of chemical and enzymatic synthesis.
Journal of the American Chemical Society, 118(34):7929-7940, 1996.

J. Cromsigt, J. Schleucher, T. Gustafsson, J. Kihlberg, and S. Wijmenga.
Preparation of partially h-2/c-13-labelled rna for nmr studies. stereo-specific
deuteration of the h5 ” in nucleotides. Nucleic Acids Research, 30(7):1639—
1645, 2002.

D. Blechschmidt. Synthese von 13c, 15n markierten dna- und rna-
oligonukleotiden - ein biochemischer ansatz. Doktorarbeit, Johann Wolfgang

Goethe Universitit, Frankfurt am Main, 1999.

S. R. Price, N. Ito, C. Oubridge, J. M. Avis, and K. Nagai. Crystallization
of rna-protein complexes .1. methods for the large-scale preparation of rna
suitable for crystallographic studies. Journal of Molecular Biology, 249(2):398—
408, 1995.



Literatur 175

[191]

[192]

193]

[194]

[195]

[196]

197]

198

[199]

200]

R. H. Symons. Self-cleavage of rna in the replication of small pathogens of
plants and animals. Trends in Biochemical Sciences, 14(11):445-450, 1989.

O. C. Uhlenbeck. A small catalytic oligoribonucleotide. Nature, 328(6131):596—
600, 1987.

O. W. Sorensen, G. W. Eich, M. H. Levitt, G. Bodenhausen, and R. R. Ernst.
Product operator-formalism for the description of nmr pulse experiments. Pro-

gress in Nuclear Magnetic Resonance Spectroscopy, 16:163-192, 1983.

G. A. Morris and R. Freeman. Enhancement of nuclear magnetic-resonance

signals by polarization transfer. Journal of the American Chemical Society,
101(3):760-762, 1979.

Y

M. Ottiger and A. Bax. Determination of relative n-h-n n-c ’, c-alpha-c

', andc(alpha)-h-alpha effective bond lengths in a protein by nmr in a di-
lute liquid crystalline phase. Journal of the American Chemical Society,

120(47):12334-12341, 1998.

J. M. Bohlen and G. Bodenhausen. Experimental aspects of chirp nmr-
spectroscopy. Journal of Magnetic Resonance Series A, 102(3):293-301, 1993.

E. Kupce and R. Freeman. Adiabatic pulses for wide-band inversion and broad-
band decoupling. Journal of Magnetic Resonance Series A, 115(2):273-276,
1995.

S. W. Fesik, H. L. Eaton, E. T. Olejniczak, E. R. P. Zuiderweg, L. P. Mcin-
tosh, and F. W. Dahlquist. 2d and 3d nmr-spectroscopy employing c-13-c-13

magnetization transfer by isotropic mixing - spin system-identification in large
proteins. Journal of the American Chemical Society, 112(2):886-888, 1990.

A. Bax, G. M. Clore, and A. M. Gronenborn. H-1-h-1 correlation via isotropic
mixing of c-13 magnetization, a new 3-dimensional approach for assigning h-1
and c-13 spectra of c-13-enriched proteins. Journal of Magnetic Resonance,
88(2):425-431, 1990.

L. E. Kay, M. Ikura, and A. Bax. Proton proton correlation via carbon car-
bon couplings - a 3-dimensional nmr approach for the assignment of aliphatic
resonances in proteins labeled with c-13. Journal of the American Chemical
Society, 112(2):888-889, 1990.



176

[201]

202]

203]

[204]

[205]

206]

207]

208]

209]

[210]

A. BAX, G. M. Clore, P. C. Driscoll, A. M. Gronenborn, M. Ikura, and L. E.
Kay. Practical aspects of proton carbon carbon proton 3-dimensional corre-

lation spectroscopy of c-13-labeled proteins. Journal of Magnetic Resonance,
87(3):620-627, 1990.

A. J. Shaka, C. J. Lee, and A. Pines. Iterative schemes for bilinear operators -
application to spin decoupling. Journal of Magnetic Resonance, 77(2):274-293,
1988.

S. J. Glaser, H. Schwalbe, J. P. Marino, and C. Griesinger. Directed tocsy,
a method for selection of directed correlations by optimal combinations of

isotropic and longitudinal mixing. Journal of Magnetic Resonance Series B,
112(2):160-180, 1996.

A. J. Shaka and J. Keeler. Broadband spin decoupling in isotropic liquids.
Progress in Nuclear Magnetic Resonance Spectroscopy, 19:47-129, 1987.

J. H. Ippel, S. S. Wijmenga, R. de Jong, H. A. Heus, and C. W. Hilbers.
Heteronuclear scalar couplings in the bases and sugar rings of nucleid acids.
Magnetic Resonance in Chemistry, 34:5S156-S176, 1996.

P. Legault, F. M. Jucker, and A. Pardi. Improved measurement of c-13, p-31
j-coupling-constants in isotopically labeled rna. Febs Letters, 362(2):156-160,
1995.

Z. R. Wu and A. Bax. Measurement of homonuclear proton couplings based on
cross-peak nulling in ct-cosy. Journal of Magnetic Resonance, 151(2):242-252,
2001.

H. Geen and R. Freeman. Band-selective radiofrequency pulses. Journal of
Magnetic Resonance, 93(1):93-141, 1991.

A. Bax and D. G. Davis. Mlev-17-based two-dimensional homonuclear magne-
tization transfer spectroscopy. Journal of Magnetic Resonance, 65(2):355-360,
1985.

S. E. Butcher. Structure and function of the small ribozymes. Current Opinion
in Structural Biology, 11(3):315-320, 2001.



Anhang A

Pulsprogramme

3D 13C-editiertes NOESY:

;hchsqcnoesy
#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

"p2=p1x2"
"pd=p3*2"
"p6=p5*2"
"p24=500u"

"d0=(in0-p3*1.2732-p2) /2"

"d4=1.3m"
"d14=d4-p19-50u-p24/2"
"d10=3u"

"d12=3u"
"d13=d4-p19-50u-d16"

;in0 is increment/2
;ph_corr = 90, -180
;1/4J for INEPT

"d15=d4-p19-50u-p24-d10-d12-di6"

"d8=150m"
"DELTA=d8-50u-p16-d16*2"

"CEN_HC1=(p24-p2)/2"
; "CEN_HN1=p5-p2-4u"

"d11=30m"

"11=td1/2"
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"13=td2/2"

agseq 312

1 ze
d11l do:f2 do:£f3
di1
di1
d11x2
d11x3
d1
10u pli:f1
10u pl2:£2
10u pl3:£3
(p3 ph0) :£2
50u UNBLKGRAD
pl6:gp1l
d16x*2
pl phO

N

D O W

50u
pl9:gp2
di14
(CEN_HC1 p1%2 ph0) (p24:sp3 phO):f2
50u
pl9:gp2
di4
pl phil2
50u pl2:£f2
pl6:gp3
di6 pli13:£3
4u cpd3:£f3
(p3 phi):f2
do
(p2 ph0)
do
(p3 phO):£2
4u do:£3
50u
pl6:gp4
die
(p1 ph2):f1
46u
pl9:gp5
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d16 pli13:£3
4u cpd3:£f3
d13 ; IN13=d13/13
(p1*2 phO)
d12 ; IN12=IN10-IN13
(p24:sp3 ph0):£2
d10 ; IN10=1/2SWH(1H)
di5
4u do:f3
46u
pl19:gpb5
die
(pl ph3):f1
DELTA
46u
pl6:gp6
d16 pli12:£f2
d16 pli13:£3
4u BLKGRAD
(p1 ph4):f1
go=2 ph31 cpd2:f2 cpd3:£f3
d1l do:f2 do:f3 wr #0 if #0 zd
di1l ip1
lo to 3 times 2
d11l ido
lo to 4 times 11
d11l rdo
di1l ip2
lo to 5 times 2
d11l id10
d11 id12
di1l ddi13
lo to 6 times 13

exit

phO =0

phl =0 2

ph2 =00 2 2

ph3 =1

phd =1

phll= 1
ph12=11113 333
ph31= 0220200 2



180

3D B(C-editiertes 3C-gefiltertes NOESY:

;jojol3ceditednoesyb.txt
;taken from vsl3ceditednoesy4.txt
;adapted from vshchsqcnoesy = mirkohchsqcnoesy.txt (at the 800)

;see also vshcnoesy4.txt and vshcnoesyb.txt
;filtered NOESY to detect NOEs between 13C-bound protons

;Filter described in C Zwahlen, ..., L.E. Kay, JACS 1997,
; 119, 6711-6721
; Based on adiabatic pulse at a given rate plus some

; fitting of coupling and c.s.
;13C-edited 3D-hsqc-noesy -- 3D version

;Version 3 —-- last revised 1.6.2004, taco

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

Ilp2=p1*2’l
; |Ip4=p3*2ll
; Ilp6=p5*2 n

"p24=500u"

;"d0=(in0*2-p3%4/3.1416-p2) /2" ;ph = (+180, -360)
"d0=(in0-p3*4/3.1416-p2) /2" ;ph = (+90, -180)
;delayed AQ only in 3D version

"d4=1.4m" ;1/(4*cnst2)

"d14=d4-p19-50u-p24/2"

"d22=1.7m-p25/2" ;numbers 1.7m and 1.8m taken from paper
"d23=1.8m-p26/2"

"d10=3u"

"d12=3u"

"d13=d4-p19-50u-di6"

"d15=d4-p19-50u-p24-d10-d12-d16"

;delayed AQ in semi-CT: equal delay on both sides\
; of p2 -- no evoln. of H c.shift. ph_corr=0,0\
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"d11=30m"

"d8=150m"
"DELTA=d8-50u-p16-d16*2"

"CEN_HC1=(p24-p2)/2"
"CEN_HC2=(p25-p2) /2"
"CEN_HC3=(p26-p2) /2"

"11=td1/2"
"13=td2/2"
;"in13=d413/13"
;"in12=in10-in13"
;in10=1/ (2*SWH(1H))
;in10 is calculated in ased from the sw if

;nd10 is set to 2.

agseq 312

[y

ze
2 d11 do:f2 do:£f3
di1
3 411
4 d11x2
5 d11%3
6 di
10u pli:f1
10u pl2:f2
10u pl3:£f3
(p3 ph0) :£2
50u UNBLKGRAD
pl6:gpl
d16x*2
pl phO
50u
pl9:gp2
di4 pli8:f2 ;optional - to 120dB
(CEN_HC1 p2 phO) (p24:sp3 ph0):£f2
50u
pl19:gp2
di4 pl2:f2 ;put power up after adiabatic pulse
pl phil2
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50u
pl6:gp3
d16 pli13:£3
4u cpd3:£3
(p3 ph1):f2
do
(p2 phO)
do
(p3 ph0):£2
4u do:f3
50u
pl6:gp4
dieé
(p1 ph2):f1
46u
pl19:gp5
d16 pli13:f3
4u cpd3:£f3
di13 pli8:£f2 ;IN13=d13/13; 13 number of real points in F2
(p2 pho)
d12 ; IN12=IN10-IN13
(p24:sp3 phO):£2
d10 ; IN10=1/(2xSWH(1H))
d15
4u do:£f3
46u
pl9:gp5
die
(p1 ph3):f1
DELTA ;mixing time
46u
pl6:gp6
die
d16 pli13:£3 ;perhaps set it to pll9 120dB
4u ;d16 is too long for changing pli13
(pl ph4):f1

;block that filters out H bound to 13C
d22
(CEN_HC2 p2 phO) (p25:sp5 ph0):f2
;delay required before changing pl2
d22
(p1 phb):f1
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20
;0 (

(p
d2

(CEN_HC3 p2 phO) (p26:sp6 phO):f2

d2

(p
4

(

go=2 ph31 cpd2:f2 ;cpd3:£3 decoup 13C necessary, 15N depends on overall heat

d1

lo

lo

lo

lo

exit

;For the 2D version, the other loop must be deleted

u pl2:f2

p3 ph0):£2
46u
pl6:gp7

di6 pli8:£f2 ;perhaps set it to pl18 120dB

4u
1 phO):£f1
3

3

1 ph3):£f1

6u

pl6:gp8

di6é pli2:£f2
4u BLKGRAD
pl phO):f1

1 do:f2 wr #0 if #0 zd
di1l ip1

to 3 times 2
d11l ido

to 4 times 11
d11l rdoO

di1l ip2

to 5 times 2
d11l id10

d11 idi12

di1l ddi13

to 6 times 13

phO =
phl =
ph2 =
ph3 =
phd =
phb =
phli=
phil2=
ph31=

022

0002222

O B Bk O B Bk O O O

2202002

183
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;Besides, the 13C c.s. evoln. period (d0) must deleted, too.
;The 2D version is recorded with no decoupling to better

; identify residual signals from H bound to 13C that

; are not totally refocused in the last inept-like period

; due to the fact that 1J(HC) in RNA are too different.

;TIP: always set the pl up between shaped and hard pulses.
; W. Bermel says that it is not absolutely required in

; the newest versions, i.e., sp_x does not overwrite pl_x

;TIP: it is also recommended to set pl down to 120dB
; before sp, even though that value is not used by the

; sp. But it was compulsory in former versions.

;shaped pulses on the 900MHz:

; p240sp3 smoothed cirp size 1000, tot sweep width 53000, 500usec, 20%, -1
;P250sp5 wurst size 1000, tot sweep width 90000, 1865usec, ad power index 20, +1
;p260@sp6 wurst size 1000, tot sweep width 90000, 2389usec, ad power index 20, +1
;P25 & p26 offset -14000Hz, power of 6000Hz := 41.7usec

;shaped pulses on the 800MHz:

;p24 smoothed cirp size 1000, tot sweep width 50000, 500usec, 20%, -1

;P25 wurst size 1000, tot sweep width 80000, 1859usec, ad power index 20, +1
;P26 wurst size 1000, tot sweep width 80000, 2358usec, ad power index 20, +1
;P25 & p26 offset -12000Hz, power of 6000Hz := 41.7usec

;shaped pulses on the 600MHz:

;P24 smoothed cirp size 1000, tot sweep width 45000, 500usec, 20%, -1

;P25 wurst size 1000, tot sweep width 60000, 1844usec, ad power index 20, +1
;P26 wurst size 1000, tot sweep width 60000, 2339usec, ad power index 20, +1
;P25 & p26 offset -9600Hz, power of 5000Hz := 50us

;decoupling in f2: garp

;decoupling in £3: adiabatic

;pom4sp180.1 with smoothed chirp size 1000, total sweep width 10000, 2500 usec, 20%
;25600usec:=180.9usec 90degree hard power pulse

;plé : gradient pulse, long SINE.100 [1000u]
;p19 : gradient pulse, short SINE.50  [300ul]

;pll2: £2 low power level
;pl13: £3 low power level
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;pl18: £2 low power level -- use it before sp
;pl19: £3 low power level -- use it before sp

;Increments in semi-CT

;in13 : d13/13

;in10 : 1/(2%SW_h) -- SW_h of 1H

;in12 : inl10 - ini13

;nd0 @ 2 for 13C evoln

;nd10: 2 for 1H evoln - why is it 2 in semi-CT?

; the value of ndl10 is not relevant - the value

; of inl10 is what matters to define the actual SW

;d4 @ 1/(4*cnst2)
;enst2: 1J(HX)

;d8 : mixing time, ms
;13 : td1/2 in the 2D version

;p16=1000usec
;p19=300usec

;Gradient strength
;gpzl: 15% SINE.100
;gpz2: 10% SINE.50
;gpz3: 30% SINE. 100
;gpz4: 407 SINE. 100
;gpzb: 107 SINE.50
;gpz6: 35% SINE. 100
;gpz7: 50% SINE.100
;gpz8: 307 SINE. 100

;olp: on water

;02p: 114p, centre of the OBSERVABLE 13C range in RNA
; 13C: observe 60-160 ppm -- decouple 60-220 ppm
;03p: 165p, centre of the 15N range - decouple

3D B(C-editiertes 2C-gefiltertes NOESY:

;taken from vsl3ceditednoesy4.txt
;adapted from vshchsqcnoesy = mirkohchsqcnoesy.txt (at the 800)

;see also vshcnoesy4.txt and vshcnoesyb.txt

;filtered NOESY to detect NOEs between 13C/12C-bound protons
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;Filter described in C Zwahlen, ..., L.E. Kay, JACS 1997,
; 119, 6711-6721
; Based on adiabatic pulse at a given rate plus some

; fitting of coupling and c.s.

;13C-edited 3D-hsqc-noesy -- 3D version

;Version 3 -- last revised 1.6.2004, taco

#include <Avance.incl>

#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

Ilp2=p1*2ll

; |Ip4=p3*2ll

; Ilp6=p5*2 n

"p24=500u"

"d0=(in0*2-p3*4/3.1416-p2) /2" ;ph = (+180, -360)
; "d0=(in0-p3%4/3.1416-p2) /2" ;ph = (+90, -180)
;delayed AQ only in 3D version

"d4=1.4m" ;1/(4*cnst2)

"d14=d4-p19-50u-p24/2"

"d22=1.7m-p25/2" ;numbers 1.7m and 1.8m taken from paper

"d23=1.8m-p26/2"

"d10=3u"

"d12=3u"

"d13=d4-p19-50u-di16"
"d15=d4-p19-50u-p24-d10-d12-d16"

;delayed AQ in semi-CT: equal delay on both sides
; of p2 —— no evoln. of H c.shift. ph_corr=0,0

"d11=30m"

"d8=150m"
"DELTA=d8-50u-p16-d16*2"

"CEN_HC1=(p24-p2) /2"
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"CEN_HC2=(p25-p2) /2"
"CEN_HC3=(p26-p2) /2"

"11=td1/2"
"13=td2/2"
"in13=d13/13"
"in12=in10-in13"
;in10=1/(2+SWH(1H))
;inl10 is calculated in ased from the sw if

;nd10 is set to 2.

agseq 312

[y

ze
2 d11 do:f2 do:f3
di1
3 di1
4 di11x2
5 d11%3
6 di
10u pli:f1
10u pl2:f2
10u pl3:£f3
(p3 ph0) :£2
50u UNBLKGRAD
pl6:gpl
d16x*2
pl phO
50u
pl9:gp2
di4 pli8:f2 ;optional - to 120dB
(CEN_HC1 p2 phO) (p24:sp3 ph0):f2
50u
pl9:gp2
di4 pl2:f2 ;put power up after adiabatic pulse
pl phil2
50u
pl6:gp3
di6 pli13:£3
4u cpd3:£3
(p3 phil):f2
do
(p2 pho)
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do

(p3 ph0) :f2

4u do:f3
50u
pl6:gp4
dieé

(p1l ph2):f1
46u
pl9:gpb5
di6 pli13:£3

4u cpd3:£3

d13 pl18:f2

(p2 ph0)

di2

;IN13=d13/13; 13 number of real points in F2

; IN12=IN10-IN13

(p24:sp3 phO) :£2

d10

di15

4u do:£f3
46u
pl19:gp5
dieé

(pl ph3):f1

DELTA
46u
pl6:gp6
dieé

d16 pli13:£3

4u

(pl phé4):f1

; IN10=1/ (2+SWH(1H))

;mixing time

;perhaps set it to pl19 120dB
;d16 is too long for changing pli3

;block that filters out H bound to 13C

d22

(CEN_HC2 p2 phO) (p25:sp5 ph0):£f2

;delay required before changing pl2

d22

(pl phb):f1

20u pl2:f2

(p3 ph0) :£2
46u
pl6:gp7
di6é pli18:£f2
4u

(p1 ph0):f1

;perhaps set it to pl18 120dB
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d23
(CEN_HC3 p2 phO) (p26:sp6 ph0):f2
d23
(p1 ph0):f1
46u
pl6:gp8
di6 pli2:f2
4u BLKGRAD
(pl phO):f1
go=2 ph31 ;cpd2:f2 cpd3:f3
d1l do:f2 do:f3 wr #0 if #0 zd
di1l ip1
lo to 3 times 2
d11l ido
lo to 4 times 11
di1 rdo
d11l ip2
lo to 5 times 2
di1 id10
di11 id12
d11l dd13
lo to 6 times 13

exit

phO =
phl =
ph2 =
ph3 =
ph4d =
phb =
phli=
phi2=
ph31=

022

1113333

O B H B B B, O O O

2202002

;For the 2D version, the other loop must be deleted
;Besides, the 13C c.s. evoln. period (d0) must deleted, too.
;The 2D version is recorded with no decoupling to better

; identify residual signals from H bound to 13C that

; are not totally refocused in the last inept-like period

; due to the fact that 1J(HC) in RNA are too different.

;TIP: always set the pl up between shaped and hard pulses.
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; W. Bermel says that it is not absolutely required in

; the newest versions, i.e., sp_x does not overwrite pl_x

;TIP: it is also recommended to set pl down to 120dB
; before sp, even though that value is not used by the

; sp. But it was compulsory in former versions.

;constant-time on 13C - mirror image lin pred

;semi-constant-time on 1H - forward lin pred

;shaped pulses on the 800MHz:

;P24 smoothed cirp size 1000, tot sweep width 50000, 500usec, 20%, -1
;P25 wurst size 1000, tot sweep width 80000, 1859usec, ad power index
:p26 wurst size 1000, tot sweep width 80000, 2358usec, ad power index
;P25 & p26 offset -12000Hz, power of 6000Hz := 41,7usec

;shaped pulses on the 600MHz:

;P24 smoothed cirp size 1000, tot sweep width 45000, 500usec, 20%, -1
;P25 wurst size 1000, tot sweep width 60000, 1844usec, ad power index
;P26 wurst size 1000, tot sweep width 60000, 2339usec, ad power index
;P25 & p26 offset -9600Hz

;p16 : gradient pulse, long  SINE.100 [1000u]
;P19 : gradient pulse, short SINE.50 [300u]

;pll2: £2 low power level
;pl13: £3 low power level
;pl18: £2 low power level -- use it before sp
;pl19: £3 low power level -- use it before sp

;Increments in semi-CT

;in13 : d13/13

;in10 : 1/(2*SW_h) -- SW_h of 1H

;in12 : inl10 - ini13

;nd0 @ 2 for 13C evoln

;nd10: 2 for 1H evoln - why is it 2 in semi-CT?

; the value of nd10 is not relevant - the value

; of inl0 is what matters to define the actual SW

;d4 : 1/ (4xcnst2)
;cnst2: 1J(HX)

;d8 : mixing time, ms

20,
20,

20,
20,

+1
+1

+1
+1
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;13 : td1/2 in the 2D version

;Gradient strength

;gpzl: 15%
;gpz2: 10%
;gpz3: 30%
;gpzd: 40%
;gpz5: 10%
;gpz6: 35%
;gpz7: 50%

;02p: 114p, centre of the OBSERVABLE 13C range in RNA
; 13C: observe 60-160 ppm -- decouple 60-220 ppm
;03p: 165p, centre of the 15N range - decouple

3D HCCH-COSY TOCSY:

;hcchcosytocsy for nucleic acids

;avance-version (00/12/08)

; HCCH-COSY-TOCSY

;3D sequence with

; inverse correlation using multiple inept transfer and
; C-C DIPSI3 spinlock

; F1(H,t1) -> F2(C,t2) -> F2(C’) -> F1(H’,t3)

>

;phase sensitive (t1)

;phase sensitive (t2)

;Hu et al JBNMR 12, 559 (1998)

;This pulse sequence is almost the same as in the paper.
;Differences:

; 1.-DELTA6 and DELTA7 are a bit different from tau-c and tau-d.
; I shortened DELTA6 as a compromise for CH and CH2 [*0.6]

; 2.-Use 15N instead of 31P. We only can decouple N or P,

; but not both at the same time (due to the channels).

;Examples: TARsmp19.3 on nmr700
; TAR17jn04.2 on nmr700

5 Kokok okok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok sk ok sk ok sk ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok ok k ok ok

;ATTENTION!!!!
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;This program is an example of bad practice.

; The definition of increments and delays is confusing:
; d0, d20, d10 are a semi-CT on 1H

; d23, d25 are the CT on 13C

; SOLUTION to the big mess:

; Do not believe the increments and SW in the EDA window.
; What dominate are the values of the increments as

; defined in the ASED window and in the loops of the
; program. The corresponding SW are 1/(2*in) when

; st-ttpi mode is used.

;  When processing in Felix, input the correct SW_hz

; calculated by hand instead of believing what Felix
; gets automatically from xwinnmr.

3 koo sk sk ok ok fofok ok ok sk sk sk sk sk sk sk sk ok sk sk sk ok ko ok ok ok sk sk sk sk sk sk sk sk sk ok s sk sk ok ko ko ok

; 1sw=0.5%in10

;2sw=0.5%in23

prosol relations=<triple>

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

Ilp4=p3*2"
"p22=p21*2"
Ilp2=p1*2ll

"DELTA1=1.5m" ;1/[1J(CH)] 160 Hz

"DELTA2=1.0m" ;0.67 DELTA1, compromise for CH & CH2

"d0=3u"
"d20=3u"

"d10=DELTA1 + 6u + p4"
"d11=30m"

"d12=20u"

"d23=3u"
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"d25=3.2m"

"p20=1m" ;trim pulse
"p28=500u" ;trim pulse
;Although a trim pulse can be up to 2ms

; I prefer to use less length to be in the

; safe side.
"p16=500u" ;grad
"p29=300u" ;grad
"p30=2m" ;grad

"p31=1.256m" ;grad

"DELTA4=3.2m-p16-50u" ;refocus J(CC)
;2#DELTA4 is duration of COSY (?) -see paper
"DELTA3=DELTA4-DELTA2-d16+50u"
"DELTA5=3.2m-p22-3u" ;CT is 2+DELTA5 = 3.2ms =
; =0.58/[1J(CC)] 45 Hz
;Though 1/(2%J)=11ms, we evolve
;for ca. 6ms as a compromise for C-C and

;C-C-C carbon atoms in the ribose

"DELTA6=1.0m-p29-d16-50u"
"DELTA7=1.6m-p29-50u-d16"
"DELTA8=DELTA7-p1"

"CEN_HN2=(p22-p2) /2"
"CEN_HC2=(p4-p2) /2"

agseq 312

1 d11 ze
di1l pli2:£2

2 di1 do:f2

3 dl do:f2
50u UNBLKGRAD
di2 pli:f1
di12 pl2:f2
d12 pl3:£3

; (p3 phO) : 2
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; 50u

; pl6:gp1l
; dié6

; (p3 ph2):£2
; 50u

; pl6:gpl
; dié

(p1 phi)

DELTA1

do

(p4 ph0) :£2

d20

(p2 ph0)

d10

(p1 ph2)
50u
pl6:gp2
die

(p3 ph3):f2

DELTA2

(p2 phO)

DELTA3
pl6:gp3
dieé

(p4 ph0):f2
50u
pl6:gp3

DELTA4

(p3 ph4):£2

d23

(p22 phO0) :£3 (CEN_HN2 p2 phO)
DELTA5

(p4 phO):f2

d25

(p3 phb) :£2
50u
p30:gp4
die
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(p1 phO)
50u
p31l:gp4
die

(p3 ph6) :f2

di12 pli5:f2
(p20 phO) :£2

9 (p9*2.722 ph7)
(p9*4.389 ph9)
(p9%2.778 ph7)
(p9*3.056 ph9)
(p9*0.333 ph7)
(p9%2.556 ph9)
(p9%4.000 ph7)
(p9%2.722 ph9)
(p9*4.111 ph7)
(p9*3.778 ph9)
(p9%3.889 ph7)
(p9*2.889 ph9)
(p9*3.000 ph7)
(p9*0.333 ph9)
(p9%2.500 ph7)
(p9%4.050 ph9)
(p9*2.830 ph7)
(p9*4.389 ph9)
(p9%2.722 ph9)
(p9*4.389 ph7)
(p9*2.778 ph9)
(p9%3.056 ph7)
(p9*0.333 ph9)
(p9*2.556 ph7)
(p9%4.000 ph9)
(p9%2.722 ph7)
(p9*4.111 ph9)
(p9%3.778 ph7)
(p9*3.889 ph9)
(p9*2.889 phT7)
(p9*3.000 ph9)
(p9%0.333 ph7)
(p9*2.500 ph9)

:£2
:£2
:£2
:£2
:f2
:£2
:£2
:£2
:f2
:£2
:£2
:£2
:f2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:f2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2
:£2

;this p20 trim pulse is part of the spin-lock
;begin DIPSI3

195
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(p9%4.050 ph7):£2
(p9%2.830 ph9) :f2
(p9#4.389 ph7):f2
(p9%2.722 ph9) : £2
(p9%4.389 ph7):f2
(p9%2.778 ph9) : £2
(p9%3.056 ph7):f2
(p9+%0.333 ph9) : 2
(p9%2.556 ph7):f2
(p9%4.000 ph9) :£2
(p9%2.722 ph7):£2
(p9*4.111 ph9) : £2
(p9*3.778 ph7) :£2
(p9%3.889 ph9) : 2
(p9%2.889 ph7):f2
(p9*3.000 ph9) :f2
(p9%0.333 ph7):f2
(p9%2.500 ph9) :£2
(p9%4.050 ph7):f2
(p9%2.830 ph9):f2
(p9%4.389 ph7):f2
(p9%2.722 ph7) :£2
(p9%4.389 ph9) : £f2
(p9*2.778 ph7) :f2
(p9*3.056 ph9) :f2
(p9%0.333 ph7):f2
(p9%2.556 ph9) :f2
(p9%4.000 ph7):f2
(p9%2.722 ph9) : £2
(p9%4.111 ph7) :£2
(p9%3.778 ph9) : £2
(p9*3.889 ph7):£f2
(p9%2.889 ph9) : £2
(p9%3.000 ph7):£2
(p9%0.333 ph9) : £2
(p9#2.500 ph7):£2
(p9*4.050 ph9) :£2
(p9%2.830 ph7):f2
(p9%4.389 ph9) : £2
lo to 9 times 11

(p20 phO):£2 ;this p20 trim pulse is part of the spin-lock
; ;end DIPSI3
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d12 pl2:£f2
(p3 ph8):f2

(p28 ph0)
(p28%*2 ph2)
50u
p30:gp4
d1e6

(p1 phO)
50u
p3l:gp4
di6

(p3 ph5):f2

50u

p29:gp5

di6

DELTA6
(CEN_HC2 p2 ph0) (p4 phO):f2
50u

p29:gp5

di16

DELTA6

(p3 ph0) :£2
50u

pl6:gp6

di16

(p1 phO)

50u

p29:gp7

di6

DELTA7

(CEN_HC2 p2 phO) (p4 phO):f2
50u

p29:gp7

di16 pli2:f2

DELTA8 BLKGRAD

(p1 ph10)
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go=2 ph31 cpd2:f2

dll do:f2 mc #0 to 2

F1PH(ipl, id0 & id20 & dd10)
F2PH(rd0 & rd20 & rd10 & ip3 & ip4,id23 & dd25)

exit

ph0=0
ph2=1
ph1=0
ph3=0
ph4=0
ph5=3
ph6=1
ph7=1
ph9=3
ph8=1

2
022

ph10=2

ph31=0

;pl0
;pll
;pl2
;pl3
;pli2:
;pl1b:

;pl
;p2
;p3
;p4d
;P9

;pl6:
;pl9:
;p20:
;p21:
;p22:
;p28:
;p29:

220

120dB

: f1 channel - power
f2 channel - power
£3 channel - power
f2 channel - power

f2 channel - power

: f1 channel - 90

f1 channel - 180
£2 channel - 90
f2 channel - 180
£2 channel - 90
TOCSY of 7.4 kHz

homospoil/gradient pulse

gradient pulse 2

degree
degree
degree
degree
degree
at 700

f2 channel - trim pulse

level for pulse (default)
level for pulse (default)
level for pulse (default)
level for CPD/BB decoupling
level for TOCSY-spinlock

high power pulse

high power pulse

high power pulse

high power pulse

low power pulse - TOCSY
MHz [32-35u]

£3 channel - 90 degree high power pulse

£3 channel - 180 degree high power pulse

f1 channel - trim pulse

gradient pulse 3

[500 usec]
[2 msec]

[2 msec]

[1 msec]
[300 usec]
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;p30: gradient pulse 4 [5 msec]
;p3l: gradient pulse 5 [4.4 msec]
;dO : incremented delay (F1 in 3D) [3 usec]
;dl : relaxation delay; 1-5 * T1 [1.8 sec]
;d10: incremented delay (F2 in 3D) [3 usec]
;d11: delay for disk I/O [30 msec]
;d12: delay for power switching [20 usec]
;d16: delay for homospoil/gradient recovery

;d21: 1/(6J°(CH)) - tau c [1.1 msec]
;d23: tau b [475 usec]
;11: loop for DIPSI cycle:

; mixing time = ((p9%*54.33%4) * 11) + (p20) [12 msec]

;in0: 1/(2 * SW(H)) = DW(H)
;nd0: 2

;in10: 1/(2 * SW(C)) = DW(C)
;nd10: 2

;NS: 16 * n

;DS: 256, set a high value due

;tdl: number of experiments in
;td2: number of experiments in
;FnMODE: States-TPPI (or TPPI)
;FnMODE: States-TPPI (or TPPI)
;cpd2: decoupling according to
;pepd2: f2 channel - 90 degree

;1J(CH): 160 Hz in ribose
;1J(CC): 45 Hz in ribose
;The compromise for CX and CX2

;DELTA2: refocus HC ... 1/(8%*J)

;DELTA3: refocus CC
;DELTA4%2: time for CC refocus

;for z-only gradients:
;gpzl: 20%
;gpz2: 50%
;gpz3: 10%
;gpzé: 30%
;gpz5: 25%
;gpz6: 60%
;gpz7: 18%

to DIPSI

F1

F2

in F1

in F2

sequence defined by cpdprg2 [GARP]

pulse for decoupling sequence

is ca. 0.67*... [0.5-0.6]

[3.2ms]
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;use gradient files:
;gpnaml: SINE.100
;gpnam2: SINE. 100
;gpnam3: SINE. 100
;gpnam4: SINE.100
;gpnamb: SINE.50
;gpnam6: SINE.100
;gpnam?7: SINE.50

;8t-TPPI on both

;TD: 1k - 64 - 128

;SW: 6 - 28 - 47

;in?: dominates sw -- 13c in23=100u -- 1h in0=180u

;07p 4.7 - 79.0 - 158.0 ppm

HCCH-COSY:

;hcchcosySE2d for nucleic acids

;avance-version (00/12/08)

; (H)CCH-COSY-SE, 2D version for C5-C6 of C and U in RNA.

;2D version of 3D sequence with
; inverse correlation using multiple inept transfer and
; F1(C,t1) -> F2(C’,t2) -> F2(C’) -> F1(H’,t3)

>

;phase sensitive (t1)
;phase sensitive (t2)

;K. Gehring et al JMR 135, 185 (1998)

;In the 2D version, only the first CT is evolved. In the

;  States-TPPI manner.

;The second CT is not t2 evolved, so the echo-antiecho is not

; feasible and the Sensitivity Enhancement either, in contrast

; with the 3D version.

;Check delays for delayed acquisition and ph-corr=0,0

;When refocusing heteronuclear J coupling, correct 1/4J with a

;  0.62 factor as a compromise for nuclei bound either to one
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; or to two neighbours (3D versiomn).

;In the 2D version for the C5-C6 of RNA C and U (HCC’H’), use

; instead 1/8J in order to have magnetization both in C and C’

;  (incomplete transfer). Notice that, besides, some M will go

; to C4 and will be lost there. It is not possible to use shaped
; pulses for selective refocusing of C5-C4 coupling due to the

;  fact that the bands of C4 and C6 are too close.

prosol relations=<triple>

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

Ilp2=p1*2ll
Ilp4=p3*2ll
"p22=p21%2"

"d0=3u"
"d4=1/(4%cnst2)"

175-185Hz =180Hz
145-170Hz =160Hz

;1J(XH) pyrimidine
3 1J(XH) ribose

"DELTA1=d4-50u-p16-d16" ;paper says grad not possible

"d5=0.5% 1/(4*cnst3)" ;CT/2
;1J(CC) pyrimidine = 67Hz
;1J(CC) ribose = 40Hz
;Atten. by 0.5 to keep M both in C and C’,

;i.e., incomplete transfer from C to C’.

"DELTA3=2%d4"
;Total evoln. of 1J(CH) during the CT -- refocus.
;%0.62: compromise for refocusing 1J(CH) of CH and CH2
;in the paper (for protein). In RNA bases, full evoln.

;is possible.

"DELTA4=d5-d4"
;the paper calls it DELTA
; "DELTA4=d5-d4-p29-d16" --corrected for grad
; "DELTA4=d5-0.62*d4-p29-d16" if also CH2 to refocus.
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"DELTA5=d4-d0-p22"
;this is CT/2-DELTA4=0.5%DELTA3
; "DELTA5=0.62%d4" if also CH2 to refocus.

"d10=d5+p2"
;P2 added for good phase
;P29 shorter than pl6 to allow longer evolution
;'d10=d5-50u-p29-d16+p2" with grad

"d20=3u"

"d30=d5+p2" ;identical to d10

"DELTA7=d4-50u-p16-d16-4u"
;refocus 1J(CH)
;1.1ms in the paper vs 1.7m DELTA1.
; "DELTA7=0.65%d4-50u-p16-d16" if also CH2 to refocus.

"DELTA8=50u+p16+d16" ;compensation of last grad

"d11=30m"
"d12=20u"

"CEN_HN2=(p22-p2) /2"
"CEN_HC2=(p4-p2) /2"
"CEN_HC1=(p3-p1) /2"

;aqseq 312

1 d11 ze
d11l pli12:f2

2 di11 do:f2

3 dl do:f2
50u UNBLKGRAD
di2 pli:f1
d12 pl2:£f2
di12 pl3:£3

;purging of C natural magnetization
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(p3 pho):f2
50u
pl6:gpl
dieé

; INEPT - paper says grad not possible

(p1 phi)
DELTA1
50u
pl6:gpl2
dié
(CEN_HC2 p2 ph2) (p4 phl):f2
50u
pl6:gpl2
dié
DELTA1
(p1 ph2)
50u
pl6:gp2
dieé
(p3 ph3):£f2 ;increment for St-TPPI

;CT evolution t1: transfer via 1J(CC)

;As J=ca 67 Hz, the CT should be 1/2J=7.4m.

;But it’s shortened to 1/2 in order to have M both in C and C’.
;This makes the CT too short, so that gradients can not be used.
;  This happens also in the paper. Instead, the pi pulse on C

;  1s exorcycled -that happens to be more efficient

do

(p22 phl):£3

DELTAS

(p2 ph2)

DELTA4
;p29:gp3
;d16

(p4 ph4):f2
;50u
;p29:gp3
;d16
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d10
(p3 phb) :£2

;purging pulses for residual antiphase H-C terms

(p1 ph6)
(pl phl)

;second CT evolution - disabled in the 2D version

d20
(p22 phl):£3
DELTAb5
(p2 ph2)
DELTA4
;P29:gp5
;d16
(p4 ph8):f2
;50u
;p29:gp6  ——here the 3D has EA concerted with ph7
;d16
d30
(CEN_HC1 p1 phl) (p3 phl):f2
;spoil grad not usable here with Echo-Antiecho.

;taco recommends here simultaneous 90deg pulses.

;Sensitivity enhancement disabled in the 2D version

;Refocus antiphase M as in a usual HSQC

DELTA7
4u
50u
pl6:gp7
dieé
(CEN_HC2 p2 phl) (p4 phl):f2
50u
pl6:gp7
dieé
DELTA7 pli12:£f2
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4u BLKGRAD

go=2 ph31 cpd2:f2
dl1l do:f2 mc #0 to 2
F1PH(ip3, id0 & dd10)

exit

;Phase cycle

;gp3 and gp4

phO= 0

phl= 0

ph2= 1

ph3= 0

ph4= 012301

ph8=11 1111
333333

ph5= 02 20 2 0

ph6= 0022 0 0
;ph6 does no

ph31=0 2 0 2 0 2

;pll

: f1 channel

;pl2
;pl3
;pli2:

;pl

;P2
;p3
;pé

;p21

;p22:
;pl6:
;p19:
;p29:
;p30:
;p31:

;d10:

f2 channel
£3 channel
f2 channel

: f1 channel

f1 channel

1/(4J(CH))

of the 2D version.

disabled and pi pulse exorcycled

23

1122222222

3300000000

02

2222002200

t contribute to the detectable signal (7)
0220202020

- power level for pulse (default)

- power level for pulse (default)

- power level for pulse (default)

- power level for CPD/BB decoupling
- 90 degree high power pulse
- 180 degree high power pulse

f2 channel - 90 degree high power pulse
f2 channel - 180 degree high power pulse
: £3 channel - 90 degree low power pulse
£3 channel - 180 degree high power pulse
homospoil/gradient pulse [500 usec]
gradient pulse 2 [2 msec]
gradient pulse 3 [300 usec]
gradient pulse 4 [5 msec]
gradient pulse 5 [4.4 msec]
: incremented delay (F1 in 3D) [3 usec]
: relaxation delay; 1-5 * T1

- tau a [1.6 msec]

decremented delay (F1 in 3D) [3 usec]

205
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;d11: delay for disk I/0 [30 msec]
;d12: delay for power switching [20 usec]
;d16: delay for homospoil/gradient recovery

;in0: 1/(2 * SW(H)) = DW(H)

;nd0: 2

;in10: inO

;nd10: 2

;NS: 16 * n

;DS: 32

;tdl: number of experiments in F1

;£td2: number of experiments in F2

;FnMODE: States-TPPI (or TPPI) in F1

;FnMODE: States-TPPI (or TPPI) in F2 ---- echo antiecho??

;cpd2: decoupling according to

;pepd2: f2 channel - 90 degree

;cnst2:

;cnst3:

;constant-time on 13C

sequence defined by cpdprg?2

pulse for decoupling sequence

1J(CH)=180Hz in C and U -RNA
1J(CC)=67Hz for C5-C6 in RNA

;for z-only gradients (values from paper in brackets):

20% (y) It should be z!
38% (y) It should be z!
;gpz3: 23.5% (%)

;gpz7: 25% (y)

;gpzl2: 15 (2)

;gpzl:
;gpz2:

;notice the 4:1 ratio of gp6 and gpll for echo-antiecho

;p16=500usec

;use gradient files:
;gpnaml: SINE.50
;gpnam2: SINE.50
;gpnam7: SINE.50
;gpnam12: SINE.50

HCN(Ribose):

; johcnsug.txt
;avance-version (00/10/16)

;HCN on ribose

;3D inverse correlation for triple resonance using multiple

; inept transfer steps
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; F1(N,t1) -> F2(C1’,t2) -> F3(H1’)
;phase sensitive

;with decoupling during acquisition

;R. Fiala, F. Jiang, V. Sklenar

; J. Biomol. NMR 12, 373 - 383 (1998)

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

agseq 312
"p2=plx2"
"p4=p3*2"
"p22=p21%2"
"d0=3u"
"d11=30m"
"d13=p3"
"d4=1.50m"
"d23=30m"
"d26=p12/2-p3"
"DELTA=d23/4-d16-p16-pl1/2"
"d22=DELTA"
"d25=DELTA"

"d15=d0*2+p14"

"DELTA1=d4-p16-d16-4u"
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"CEN_CN1=(p12-p13)/2"
"CEN_HC1=(p4-p2)/2"
"CEN_HC2=(p14-p2)/2"

1 ze
di1l pli12:£f2 pli16:£f3
2 di11 do:f2 do:f3
3 dl pl3:f3 pl2:f2 plil:f1l

(p1 phl)

d13

d4

(CEN_HC1 p2 ph1):f1 (p4 phi):f2
d4 UNBLKGRAD

(p3 ph2):£2

d26

DELTA pl20:f1
pl6:gpl

d16 pl21:£f2 pl22:£f3
(p1l:spl phil):fl
di6

pl6:gpl

DELTA

(p12:sp2 phl):f2 (CEN_CN1 p13:sp3 phl):f3
DELTA

pl6:gpl

di6 pl2:f2

di13

(p1l:spl phil):f1
di16 pl3:£3
pl6:gpl

DELTA pli:f1

d26

(p3 ph3):f2

(pl ph4):f1

20u

pl6:gp2

di16

(p21 ph5):£3
do
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(CEN_HC2 p2 phl):f1 (pl4:sp4 phl):f2
do
(p22 phl):£3
dis
(p21 ph6):£3
20u
pl6:gp3
d16 pl2:£f2

(pl ph7):f1
(p3 ph8):£f2

d26

d22 pl20:£f1

pl6:gp4

d16 pl21:£f2 pl22:£3
(p11l:spl phil):f1
di6

pl6:gp4

d22

(p12:sp2 phl):f2 (CEN_CN1 p13:sp3 phl):f3
d25

pl6:gp4d

d16 pl2:£f2

(p11l:spl phil):f1
d16 pl3:£3

pl6:gp4d

d25 pli:f1

d26

(p3 ph9):f2

4u

DELTA1

pl6:gp5

di6

(CEN_HC1 p2 phl):f1 (p4 phil):f2

di6

pl6:gp5

DELTA1 pli12:£f2 pl16:£3

4u BLKGRAD

go=2 ph31 cpd2:f2 ;cpd3:£f3

d1l do:f2 do:£f3 mc #0 to 2
F1PH(ip5,1d0)
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F2PH(rd0 & ip8, id22 & dd25)

exit

ph1=0
ph2=0 2
ph3=1
ph4=1
ph5=0 0 2
ph6=0
ph7=1
ph8=1

2

ph9=0 0 0 0 2 2 2 2

ph11=0

ph31=0 2 2 0 2 0 0 2

;pl0 @ 120db

;pll @ f1
;pl2 @ £2
;pl3 @ £3
;pli2: £2
;pli6é: £3
;8p0 @ £2
;sp3 ¢ f2
;8pb ¢ £2
;8p9 @ £3
;pl ¢ f1
;p2 ¢ f1l
;p3 ¢ £2
;p4d - £2
;pld: f2

channel
channel
channel
channel
channel
channel
channel
channel

channel

channel
channel
channel
channel

channel

power level for pulse (default)
power level for pulse (default)
power level for pulse (default)
power level for CPD/BB decoupling
power level for CPD/BB decoupling
shaped pulse 180 degree (modulated)

shaped pulse 180 degree (C6/C8 on resonance)

shaped pulse 180 degree (Cl1’ off resonance)

shaped pulse 180 degree

90 degree high power pulse
180 degree high power pulse
90 degree high power pulse
180 degree high power pulse
180 degree shaped pulse

;pl6: homospoil/gradient pulse [1 ms]

;p21: £3
;p22: £3
;p28: f1
;p30: £3

channel
channel
channel

channel

90 degree high power pulse
180 degree high power pulse
trim pulse

180 degree shaped pulse for inversion

;d0 : incremented delay (2D) [3 us]
;dl : relaxation delay; 1-5 * T1
;d4 @ 1/(4J(HC) (C1°) [1.6 ms]
;d11: delay for disk I/0

;d13: short delay

;d16: delay for homospoil/gradient recovery

[1 ms]

[30 ms]
[4 us]
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;d19:

)
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delay for binomial water suppression
d19 = (1/(2%d)), d = distance of next null (in Hz)

;d22: 1/(4J(CN))

; Cl’:

;d23: 1/(43(CN))

; C1’ and C6/C8:
;d25: 1/(43(CN))

; C6/C8: [16 ms]
;d27: 1/(4J(HC)) (C6/C8)
; for H6/HS8:
1/(2 * SW(H)) =
;nd0: 2

;NS: 8 x n

;DS: >= 32

;tdl:
;FnMODE: States-TPPI (or TPPI)

;in0: DW(H)

number of experiments in

;cpd2: decoupling according to
;cpd3: decoupling according to
;pepd2: f2 channel - 90 degree
;pecpd3: f£3 channel - 90 degree

;use gradient ratio:
> gp 1
5 -40 :

;for z-only gradients:
;gpzl: -40Y%
;gpz2: 25%
;gpz3: -45Y
;gpz4: 607
;gpz5: 40%
;gpz6: 55%
;gpz7: 10%

;use gradient files:
SINE. 100
SINE. 100
SINE. 100
SINE. 100
SINE. 100
SINE. 100
SINE. 100

;gpnamel:
;gpname?2:
;gpname3:
;gpname4:
;gpnameb5:
;gpname6:
;gpname’ :

[17 ms]

1 gp 2

[18 ms]

[1.25 ms]

F1

sequence defined by cpdprg?2
sequence defined by cpdprg3
pulse for decoupling sequence

pulse for decoupling sequence

gp 3 : gp 4 :gp 5 :

25 : 45 :

gp 6 :
-60 : 40 : 55 :

gp 7
10
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;calculate pulselength according to:

; (DeltalOmega * DeltaT) / (width of region[ppm] * SFOn{MHz})
;for pld use g3 pulse (Deltalmega * DeltaT = 3.448)

; to cover 17.13ppm

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

;  sp3: C6/C8 on res.

; spb: C1’ off res.

; spO0:  twofold modulated pulse at 90ppm (C1l’ off res.)
; and 137ppm (C6/C8 on res.)

;for p30 use iburp2 pulse (DeltaOmega * DeltaT = 4.53)

;  to cover 55.86ppm (N1/N9)

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

HCN(Base):

;hen

;avance-version (00/10/16)

; HCN

;2D inverse correlation for triple resonance using multiple
; inept transfer steps

; F1(N,t1) -> F2(C1’,t2) -> F3(H1’)

;phase sensitive

;with decoupling during acquisition

;R. Fiala, F. Jiang, V. Sklenar

; J. Biomol. NMR 12, 373 - 383 (1998)

# 1 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/Avance.incl" 1
;$Id: Avance2.incl,v 1.5 2000/08/16 13:26:55 ber Exp $

# 15 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt" 2
# 1 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/Grad.incl" 1
;Grad2.incl - include file for Gradient Spectroscopy

; for 1

define list<gradient> EA=<EA>

;$Id: Grad2.incl,v 1.6 2000/10/16 11:47:20 ber Exp $
# 16 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt" 2
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# 1 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/Delay.incl" 1
;Delay.incl - include file for commonly used delays

;version 00/02/07
;general delays

define delay DELTA
define delay DELTA1
define delay DELTA2
define delay DELTA3
define delay DELTA4
define delay DELTAS
define delay DELTA6
define delay DELTA7
define delay DELTA8

define delay TAU
define delay TAU1
define delay TAU2
define delay TAU3
define delay TAU4
define delay TAU5

;delays for centering pulses

define delay CEN_HN1
define delay CEN_HN2
define delay CEN_HN3
define delay CEN_HC1
define delay CEN_HC2
define delay CEN_HC3
define delay CEN_HC4
define delay CEN_HP1
define delay CEN_HP2
define delay CEN_CN1
define delay CEN_CN2
define delay CEN_CN3
define delay CEN_CN4
define delay CEN_CP1
define delay CEN_CP2
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;loop counters

define loopcounter COUNTER
define loopcounter SCALEF

define loopcounter FACTOR1
define loopcounter FACTOR2
define loopcounter FACTOR3

;$Id: Delay.incl,v 1.10 2000/05/08 11:39:02 eng Exp $
# 17 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt" 2

agseq 321

Ilp2=p1*2ll
Ilp4=p3*2ll
"p22=p21*2"

"d0=3u"
"d10=4u"
"d11=30m"

"d4=1.25m-p19-d16"
"d5=d4-4u"

"d15=p12+6u"
"d22=24m-4u"
"d25=24m-p19-d16-d15-p22-4u"

"CEN_HC1=(p4-p2)/2"
"CEN_HC3=(p12-p2)/2"
"CEN_HC2=(p3-p1)/2"
"CEN_HC4=(p15-p2)/2"

# 1 "mc_line 53 file C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt expanding definition p:
; dimension 3 ag-mode (F2) States-TPPI (F1) States-TPPI

define delay MCWRK

define delay MCREST

define loopcounter ST1CNT

"STACNT = td1 / (2 ) "

define loopcounter ST2CNT

"ST2CNT = td2 / (2 ) "



Appendices 215

"MCWRK 0.125000 * di11"
"MCREST di1 - 411
# 52 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt"

1 ze

dil pli2:f2 pli16:£3
# 1 "mc_line 55 file C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt expanding start 1
2 MCWRK*2 do:f2 do:£f3

LBLSTS2, MCWRK*2
LBLF2, MCWRK*3
LBLSTS1, MCWRK
LBLF1, MCREST

# 55 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt"

3 di1 plo:f1
dl cw:f1l
d11l do:f1
d1l1l pl3:£3 pl2:£f2 pll:f1l
(p1 phl)
d4 setnmr3|0 setnmr0]|34]32]33
pl9:gpl
di6
(CEN_HC1 p2 phl):f1 (p4 phl):f2
di6
pl9:gpl
d4
(p1 ph3):f1
; 4u plil:f1
; pll phill
50u
pl6:gp6
di6 pli:f1
(p3 ph2):f2
d10
(p13:sp3 phl):f2
d22 ;pl20:f2

(p21 phb):£3
do
(p12:sp2 phl):£2
;changed due to visible coupling
do
(p22 phl):£3
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d15
(p21 ph6):£3

d25 ;pl2:£f2
pl9:gp2*EA
di6

(p13:sp3 phl):f2
4u
(pl ph7):f1
4u
d4 pl2:£f2
pl9:gp3
di6
(CEN_HC1 p2 ph1):f1 (p4 phl):f2
d16
pl9:gp3
da pl2:£2
4u
(CEN_HC2 p1 ph10):f1 (p3 phl):f2
4u
da pl2:£2
pl9:gp4d
d16
(CEN_HC1 p2 phi):f1 (p4 phil):f2
4u
d16
pl19:gpb
d5 pli12:f2 pl16:£3
4u setnmr3”0 setnmr0~34°32733
;pl phill
go=2 ph31 cpd2:f2 ;cpd3:£3

# 1 "mc_line 105 file C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt expanding mc command
MCWRK do:f2 do:£f3 wr #0 if #0 zd igrad EA MCWRK ip10x%2
lo to LBLSTS2 times 2
MCWRK 1id10 MCWRK dd25
lo to LBLF2 times ST2CNT
MCWRK ip5 MCWRK 1rd10 MCWRK rd25
lo to LBLSTS1 times 2
MCWRK idO
lo to LBLF1 times STI1CNT

# 105 "C:/Bruker/XWIN-NMR/exp/stan/nmr/lists/pp/tchcnbasetr.txt"
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exit

ph1=0

ph2=0 2
ph3=1

ph5=0 0 2 2
ph6=0

ph7=0

ph10=1
ph11=3
ph31=0 2 2 0

;p1l0 @ 120db

;pll @ f1 channel
;pl2 @ £2 channel
;pl3 : £3 channel
;pl12: £2 channel
;pl16: £3 channel
;8p0 : f£2 channel
;8p3 : f£2 channel
;8p5 : f£2 channel
;sp9 : f£3 channel
;pl : £f1 channel
;p2 @ f1 channel
;p3 ¢ £2 channel
;p4 : f£2 channel
;pld: £2 channel

power level for pulse (default)

power level for pulse (default)

power level for pulse (default)

power level for CPD/BB decoupling

power level for CPD/BB decoupling

shaped pulse 180 degree (modulated)

shaped pulse 180 degree (C6/C8 on resonance)
shaped pulse 180 degree (Cl1’ off resonance)
shaped pulse 180 degree

90 degree high power pulse

180 degree high power pulse

90 degree high power pulse

180 degree high power pulse

180 degree shaped pulse

;pl6: homospoil/gradient pulse [1 ms]

;p19: homospoil/gradient pulse [0.5 ms]

;p21: £3 channel
;p22: £3 channel
;p28: f1 channel
;p30: £3 channel

90 degree high power pulse
180 degree high power pulse
trim pulse [1 ms]

180 degree shaped pulse for inversion

;dO : incremented delay (2D) [3 us]

;dl : relaxation delay; 1-5 * T1

;d4 @ 1/(4J(HC) (C1’) [1.6 ms]

;d11: delay for disk I/O [30 ms]

;d13: short delay

[4 us]

;d16: delay for homospoil/gradient recovery

;d19: delay for binomial water suppression

; d19 = (1/(2%d)), d = distance of next null (in Hz)

217
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;d22:

’

;d23:

>

;d25:

)

;d27:

>

;in0:

;nd0:

1/(43(CN))

Cl’:
1/(43(CN))

C1’ and C6/C8: [17 ms]
1/(43(CN))

C6/C8: [16 ms]
1/(43(HC)) (C6/C8)

for H6/H8:
1/(2 * SW(H)) = DW(H)
2

;NS: 4 x n

;DS

;tdl:

>= 32

number of experiments in F1

;FnMODE: States-TPPI (or TPPI)

;cpd2: decoupling according to
;cpd3: decoupling according to
;pepd2: f£2 channel - 90 degree
;pepd3: £3 channel - 90 degree

;shaped pulses for 600MHz:
;p13@sp3 iburp2.1000, p13=2100us, spoffs=-7000Hz (C5)

;p12@sp2 reburpl000, p12=2500us, spoffs=0Hz

;shaped pulses for 700MHz:
;p13@sp3 iburp2.1000, p13=2100us, spoffs=-7000Hz (C5)

;P12@sp2 reburpl1000, p12=2300us, spoffs=0Hz

;use gradients:

’

>

gp 1l :gp2:
20 : 80 :

;use gradient files:
;gpnamel: SINE.50
;gpname2: SINE.50
;gpname3: SINE.50
;gpname4: SINE.50
;gpname5: SINE.50
;gpname6: SINE.100
;gpname7: SINE.50

[18 ms]

[1.25 ms]

sequence defined by cpdprg2z
sequence defined by cpdprg3
pulse for decoupling sequence

pulse for decoupling sequence

:gp4 :gp5:gp6:

-60 : 35 : -60 :

gp 7
18
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;calculate pulselength according to:

; (DeltalOmega * DeltaT) / (width of region[ppm] * SFOn{MHz})
;for pld use g3 pulse (Deltalmega * DeltaT = 3.448)

; to cover 17.13ppm

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

;  sp3: C6/C8 on res.

; spb: C1’> off res.

; spO:  twofold modulated pulse at 90ppm (C1l’ off res.)
; and 137ppm (C6/C8 on res.)

;for p30 use iburp2 pulse (DeltaOmega * DeltaT = 4.53)

;  to cover 55.86ppm (N1/N9)

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

H(C)N(C)H:

;hench

;avance-version (00/10/16)

; HCNCH

;3D inverse correlation for triple resonance using multiple

; inept transfer steps

;R. Fiala, F. Jiang, V. Sklenar
; J. Biomol. NMR 12, 373 - 383 (1998)

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>
agseq 321

Ilp2=p1*2ll
Ilp4=p3*2ll
"p22=p21*2"

"d0=3u"
"d11=30m"
"d13=4u"

"d4=1.50m"
"d14=d4-pl16-di16"
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"d5=d4+p3+d0*2"
"d15=d5-p16-d16"
"d7=d4-p1"
"d6=1.25m"
"48=d6-p16-d16"
"322=18m"
"d10=18m"
"425=33m"

"DELTA=d25/4-d16-p16-p11/2"
"DELTA1=DELTA-d4-p12-p22"
"DELTA3=DELTA-p12/2-p22/2+p1"
"DELTA2=15.0m-d6-p16-d16"
"DELTA5=DELTA2+p2"

"CEN_CN1=(p12-p13)/2"
"CEN_CN2=(p14-p22)/2"
"CEN_HC1=(p4-p2) /2"
"CEN_HC2=(p3-p1)/2"

1 ze
dil1l pli12:£2 pli16:£3
2 di11 do:f2 do:f3
3 dl pl3:£f3 pl2:f2 pli:fl
d11l fqil:£2
(p1 phil):f1
d14 UNBLKGRAD
pl6:gp6
di6
do
(p4 phl):f2
do
(p2 phl):f1
di15
pl6:gp6
di6

(p3 ph2) :£2

DELTA3 pl20:f1
pl6:gpl

di6 pl21:£f2
(p11l:spl phil):f1
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d1e6

pl6:gpl

DELTA3 pl21:f2
(p22 phl):£3

d4

(p12:sp2 phl):£2
DELTA1

pl6:gpl

di6 pl2:£f2
(p1l:spl phil):f1
d16 pl3:£3
pl6:gpl

DELTA pli:f1

(p1 ph4):f1
ar

d4

(p3 ph3):f2
20u
pl6:gp2

di16

(p21 phb):£3

d22

(pl4:sp4 phl):£2 (CEN_CN2 p22 phl):f3
d10

(p21 phé):£3

20u

pl6:gp3

di6

di1l fql:f2

20u

(p3 ph7):£2

d6

DELTA5

pl6:gpb

d16

(p12:sp2 phl):£2 (CEN_CN1 p13:sp3 phl):£f3
d16

pl6:gpb

DELTA2

(p2 pht):f1
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deé

(p3 phil):f2
(p1 phil):f1
4u
ds
pl6:gp4
dieé
(CEN_HC1 p2 ph1):f1 (p4 phl):f2
di6
pl6:gp4
d8 pli2:f2 pli16:£3
4u BLKGRAD
go=2 ph31 cpd2:f2 cpd3:£f3
d1l do:f2 do:f3 mc #0 to 2
F1PH(ip1l & rd22 & rd10,id0)
F2PH(ip5, dd10 & id22)

exit

ph1=0

ph2=0 0 2 2

ph3=0 0 0 0 0 0 0 O
2222222222222222

ph4=1 1113333

ph5=0 0 0 0000000000000
0000000000000O0O0O
2222222222222222
2222222222222222

ph6=0 0 0 0000022222222

ph7=0

ph11=0 2

ph31=0 22 0200220020220
2002022002202002
2002022002202002
0220200220020220

;pl0 : 120db

;pll : f1 channel - power level for pulse (default)
;pl2 : f£2 channel - power level for pulse (default)
;pl3 : £3 channel - power level for pulse (default)
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;pl12: f2 channel - power level for CPD/BB decoupling

;pl16: £3 channel - power level for CPD/BB decoupling

;P2
;p3
;p4
;plé:
;pl6:
;p21:
;p22:
;p28:

;NS:
;DS

;tdl:

: f2 channel - shaped pulse 180 degree (modulated)
: 2 channel - shaped pulse 180 degree (C6/C8 on resonance)
: £2 channel - shaped pulse 180 degree (Cl’ off resonance)
: £3 channel - shaped pulse 180 degree
: f1 channel - 90 degree high power pulse
f1 channel - 180 degree high power pulse
f2 channel - 90 degree high power pulse
f2 channel - 180 degree high power pulse
f2 channel - 180 degree shaped pulse
homospoil/gradient pulse [1 ms]
£f3 channel - 90 degree high power pulse
£3 channel - 180 degree high power pulse
f1 channel - trim pulse [1 ms]
: £3 channel - 180 degree shaped pulse for inversion
: incremented delay (2D) [3 us]
: relaxation delay; 1-5 * T1
1/(4J(HC) (C1’) [1.6 ms]
: delay for disk I/O0 [30 ms]
: short delay [4 us]
: delay for homospoil/gradient recovery
: delay for binomial water suppression
d19 = (1/(2*d)), 4 = distance of next null (in Hz)
1/(4J(CN))
C1’: [18 ms]
1/(43(CN))
C1’ and C6/C8: [17 ms]
1/(4J(CN))
C6/C8: [16 ms]
1/(4J(HC)) (C6/C8)
for H6/H8: [1.25 ms]
1/(2 * SW(H)) = DW(H)
12
8 *n
>= 32
number of experiments in F1

;FnMODE: States-TPPI (or TPPI)
;cpd2: decoupling according to sequence defined by cpdprg2

;cpd3: decoupling according to sequence defined by cpdprg3

;pcpd2: f£2 channel - 90 degree pulse for decoupling sequence

;pepd3: £3 channel - 90 degree pulse for decoupling sequence
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;use gradient ratio:

; gp 1 :gp2:gp3:gp4:gpd5:gpb:gp7
; -40 : 25 : -45 : -60 : 40 : 55 : 10

;for z-only gradients:
;gpzl: -40%
;gpz2: 25%
;gpz3: -457,
;gpz4: -607,
;gpz5: 40%
;gpz6: 55%
;gpz7: 10%

;use gradient files:
;gpnamel: SINE.100
;gpname2: SINE.100
;gpname3: SINE.100
;gpname4: SINE.100
;gpname5: SINE. 100
;gpname6: SINE.100
;gpname7: SINE.100

;calculate pulselength according to:

; (DeltaOmega * DeltaT) / (width of region[ppm] * SFOn{MHz})
;for pl4 use g3 pulse (DeltaOmega * DeltaT = 3.448)

; to cover 17.13ppm

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

;  sp3: C6/C8 on res.

; spb: C1’ off res.

; spO:  twofold modulated pulse at 90ppm (C1l’ off res.)
; and 137ppm (C6/C8 on res.)

;for p30 use iburp2 pulse (DeltaOmega * DeltaT = 4.53)

;  to cover 55.86ppm (N1/N9)

; (pulselength: 2ms at 400.13 MHz)

HCC-COSY Iminos:

;HNN-COSY - Pulsprogramm zur Bestimmung von Wasserstoffbrueckenbindungen
;modifiziert von M. Hennig & J.R. Williamson: Nuc Ac Res 2000, 28, 1585-1593
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;A.J. Dingley & S. Grzesiek: J. Am. Chem. Soc.

;HNN-COSY von den Iminos ausgehend in H20

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

"p2=plx2"

; "pa=p3*2"
"p22=p21x2"
"p8=p21%59.4/90"
"p9=p21%298/90"
"p27=pl"

"d11=30m"

"d12=20u"

"d16=500u"

"d30=50u"

;"d0=(in0-p21%4/3.14159-p2) /2" ;ph
"d0=(in0*2-p21*4/3.14159-p2) /2" ;ph

"d20=2.25m"
"d21=2.25m"

"d22=15m - d16 - p16"
"d23=15m - d30 - p16"

"DELTA=d19-p22/2"
"DELTA1=d20-p16-d16-p27%2.385-d19*5+p22/2"

1998,

120, 8293-8297

(+90, -180)
(+180, -360)

"DELTA2=d20-p16-d16-p27%*2.154-p27*0.231-d19*5+p22/2-8u"

"13=td1/2"

1 dil ze
di1
2 dl do:f3 do:f2
dil1x4
di1
d12 do:f3 do:f2

225
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di2 pli:f1
di2 pl3:£3
di12 pli2:f2

(pl phil):f1

d20 UNBLKGRAD
(center (p2 phO):f1 (p8 ph20 p9 ph22 p8 ph20):£3)
d21

(p1l ph2):f1
d30

pl6:gpl ;G1
di6

4u cpd2:£f2
(p21 ph3):£3
d22

pl6:gp2 ;G2
d16

(p8 phi1l p9 phi2 p8 phill):f3

d30
pl6:gp2 ;G2
d23
(p21 ph4) :£3

do ;t1/2
(p2 ph2) :f1

do

(p21 ph2):£3

d22

pl6:gp3 ;G3

d16

(p8 ph20 p9 ph22 p8 ph20):f3
d30

pl6:gp3 ;G3

d23

(p21 phl):£3

4u do:f2

d30

pl6:gpd ;G4
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di6
(pl phl):

DELTA1
pl6:gpb
di6
p27%0.231
d19x*2
p27%0.692
d19*2
p27%1.462
DELTA
(p22 phl)
DELTA
p27%1.462
d19x*2
p27%0.692
d19*2
p27%0.231
4u
pl6:gpb
di6

4u BLKGRAD

DELTA2 pli3:f3

go=2 ph31 cpd3:f3
d1 do:f3 do:f2 wr #0 if #0 zd

di11l ip3
di1 ip4
di1 ipii1
di1 ip12

lo to 3 times 2

di1l ido

lo to 4 times 13

exit

ph0=0

ph1=0

ph2=1

ph3=0 2
ph4=1 1 3 3

ph7

ph7

ph7

:£3

ph8

ph8

ph8

227
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ph6=2
ph7=0 0001 11122223333
ph8=2 222333300001 111
ph11=0

ph12=2

ph20=0

ph22=2

ph31=0 20220 20

;£1=Protonen 1H
;£2=Carbon 13C
;£3=Stickstoff 15N

;pl= f1 channel 90 degree high power pulse

;p2= f1 channel 180 degree high power pulse

;p21= £3 channel 90 degree high power pulse

;p22= £3 channel 180 degree high power pulse

;cpd2: adiabatic broadband decoupling of all carbons in the base

;cpd3: adiabatic broadband decoupling of all nitrogens in the base

;gradients: all SINE.100 with p16=1000ms

’

>

>

>

)

; gpzl1=10%
; gpz2=T},

; gpz3=-17,
; gpz4=15%
; gpz5=70%

;purine: J(H8-N7/N9)=10Hz

’

J(H2-N1/N3)=15Hz

;pyrimidines: J(H5-N1)=4.5Hz

>

>

J(H6-N1)=3.5Hz
J(H5-N3)=2.5Hz

;dl : relaxation delay; 1-5 * T1

;d16: delay for homospoil/gradient recovery

PH-ct-COSY:

;phcthpcosy
;adapted from decp90£f3

;avance-version (00/02/07)
;J Biomol NMR 2002, 22, 65-81 Carlomagno et al
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;measuring HP correlation with P on F2 with third sender (300W)

;Constant Time

;Last revised vsan: 2.10.2004

#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

"p2=p1¥2"
"p12=p11x2"
;"p6=p1x4/3"
"p6=p1%240/90"

"d12=20u"

"d0=3u"
"d2=15m-p16-d16-d0"
"d22=15m-p16-d16-50u"

"CEN_HP1=p11-p1"

"in22=in0"

1 ze
2 d11 pl3:£f3 pl7:f1
3 (p6 phO):f1
5m
lo to 3 times 500
; pl6:gp3
; di6é
di2 pli:f1
(p11l phl):£3
d2
do
pl6:gpl
dié
(CEN_HP1 p2 ph4):f1 (p12 phO):£3
50u
pl6:gpl
dieé
d22

229
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(p11 ph2):£3
50u
pl6:gp2
dieé
(p1 ph3):f1
go=2 ph31
d11l mc #0 to 2 F1PH(ipl, id0 & dd22)

exit

ph0=0

ph1=0 2

ph2=1 1 3 3

ph3=0 00022 2 2

ph4=0 0000000 ;1 11111112222222233333333
ph31=0 2202002 ;20020220

;pll : f1 channel - power level for pulse (default)
;P13 : £3 channel - power level for pulse (default)
;p1l7 : f1 channel - lower power 6.0 dB

;pl © f1 channel - 90 degree high power pulse
;p21: £3 channel - 90 degree high power pulse

;dl : relaxation delay; 1-5 * T1

;d2 ¢ 1/(23(XH))

;enst2: = J(XH) 3J(HP) = ca. 9Hz

;in ased, set in22 to the same value of inO

;set same Constant Time in declaration of d2 and d22 - 15ms - 50ms

HCCH-E. COSY

;HCCH-E.COSY a/b interleaved
#include <Avance.incl>
#include <Grad.incl>

#include <Delay.incl>

|IP2=p1 *2 n
Ilp4=p3*2 n
Ilp6=p5*2 n

"d4=1.5m"

"d14=d4-p19-50u"
"d24=d4+p3-4u-p16-50u-d16"
"d6=7.5m" ;1/2Jcc
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; "d6=12m" ;1/2Jcc

; "d6=18m" ;3/4Jcc
"d0=d6/2-d4-p2*2-8u-p19-50u-d16"
"d20=d6/2-p19-50u-d16"

; "d8=12m" ;1/2Jcc

; "d8=6m" ;1/4Jcc

"d8=3.7m" ;1/4Jcc
"d7=d8/2+p3*0 . 6366-p16-50u-d16"

"DELTA=d8/2-p2-4u-d4"
"DELTA1=d4-p16-50u-d16"
"CEN_HC1=p4+4u-p1"
"CEN_HC2=p2-p3"

"d11=30m"
"10=td1/4"

1 ze
2 dil1 do:f2
3m
12m
di1
di11
3m
5 10u pl9:£f1
dl cw:f1
4u do:f1
10u pli:f1
10u pl2:£2
10u pl13:£3
(p3 phO):£2
50u UNBLKGRAD
GRADIENT (cnst22)
d16x*2
pl ph4
50u
GRADIENT2(cnst20)
di14
(CEN_HC1 p1*2 ph10) (p3 phil 4u p4 phO 4u p3 phll):f2
50u
GRADIENT2(cnst20)
di14
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pl phb
50u
GRADIENT (cnst23)
die
4u cpd3:£f3
(p3 phl):£f2
d4
(pl ph9 4u p2 phl0 4u pl ph9)
do
50u
GRADIENT2(cnst19)
die
(p4 phO) :£2
50u
GRADIENT2(cnst19)
die
d20
(p3 ph2):£f2
a7
50u
GRADIENT (cnst21)
di6
(p4 phO):f2
DELTA
(p1 ph10)
4u
(p1 ph6)
DELTA1
50u
GRADIENT (cnst21)
di6
(p3 ph3):f2
(p1*2 phO)
4u do:f3
46u
GRADIENT (cnst21)
die
d24 pli2:£f2
4u BLKGRAD
go=2 ph31 cpd2:f2
dill do:f2 wr #0 if #0 zd
3m ipl
lo to 3 times 2
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3m rpl

3m ip9

3m ip9

3m ipil

lo to 4 times 2
3m rpl

di1 ido

di1 dd20

lo to 5 times 10

exit

phO
phil

O N N NN O O O © » +»H W w o

ph2

N N N N O O O O » +» W W
N NN N O © © O - = W Ww
N NN N O O O O »r » W W
N NN N O O © O B +» W Ww
N NN N O O © O B = W Ww
N NN N O O O O » +»H W Ww

ph3 =
ph4 = (801111113
3333335
ph5 = (8)3 333335
ph6 = 2
ph9 = (81111113
ph10= (8)1 111113
phll= 1
ph31=000 0000
2222222
2222222
0000000O0

ct-HSQC zur Bestimmung der Jyom,cir/c3

;inviprst
;avance-version
;2D H-1/X correlation via double inept transfer

;phase sensitive using States-TPPI method
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;with decoupling during acquisition

;G. Bodenhausen & D.J. Ruben, Chem. Phys. Lett.

#include <Avance.incl>

#include <Grad.incl>

np2=p1*2n
Ilp4=p3*2ll

"d0=3u"

"d10=25m-p12-p16-d30"
"d21=25m-p22-3u-d16-p16"
"d9=p12/2"
"423=25m-p2-3u-p12/2-p16-d16"

n d3=p3_P1 n
"d18=(p12-p4) /2"
"d19=(p22-p2) /2"

"d4=1s/(cnst2*4)-p19-d16"

"d11=30m"
"d12=20u"
"d16=500u"
"d30=50u"

"d13=3u"
"d22=p13+4u"

"13=(td1/4)"
"0=0"

1 ze
d1l pli12:£2

2 di11 do:f2
3m

3 6m

4 d11*2

5 d1
di12 pl2:f2
d13 do:f1
di12 pli:f1
di12 pl3:£3

69,

185 (1980)
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(p1 phi)

d4 UNBLKGRAD
pl19:gp4

d16

(d3 p2 ph2) (p4 ph9):f2
di6

pl19:gp4

d4 pl7:£f1
(p11 phO)
(p1 ph3)

d30

pl6:gpl

di16 pli:f1

(p3 ph6) :£2
if "10 %2 == 1" goto 100

do

(d19 p2 phi18):f1 (p22 phil):£3
d21 pl20:£f1
pl6:gp2

d16

(p4 ph0):£f2

d30

pl6:gp2

d10

(p12:spl phO):f1
goto 101

100 doO
(d19 p2 phi18):f1 (p22 phl):£3
d23 pl20:f1
pl6:gp2
di6
(p12:spl ph0):f1 (d18 p4 ph0):f2
d30
pl6:gp2
do
d10

101 (p3 ph7):£2
d30
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pl6:gp3
di6 pli:f1
(p1 ph4)
d22

d4
pl9:gpb5
di16

(d3 p2 ph17) (p4 phb):f2

di16

pl9:gpb5

d4 pli2:f2

4u BLKGRAD

(p13 ph8)

go=2 ph31 cpd2:£f2

dl1l do:f2 wr #0 if #0 zd

3m iuO

lo to 3 times 2
3m ip6

3m ip9

lo to 4 times 2
di11l ido

d11l 4410

lo to 5 times 13

exit

ph0=0

ph1=0

ph2=0 0 2 2

ph3=1

phé=1

ph5=0 0 0 0 0 0 0 0 2 2 2
ph6=0 2

ph7=0 0 0 0 2 2 2 2
ph17=0 2

ph8=3

phig=1 1 3 3

ph9=0 0 0 0 0 0 0 0 2 2 2
ph31=0 2 022020

;pll : f1 channel - power
;pl2 : £2 channel - power
;P19 @ f1 channel - power
;pl12: £2 channel - power

222

222

level
level
level

level

22

22

for
for
for

for

pulse (default)
pulse (default)
presaturation

CPD/BB decoupling
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;pl © f1 channel - 90 degree high power pulse

;p2 : f1 channel - 180 degree high power pulse

;p3 @ £2 channel - 90 degree high power pulse

;p4 : £2 channel - 180 degree high power pulse

;d0 : incremented delay (2D) [3 usec]
;dl : relaxation delay; 1-5 * T1

;d4 : 1/(47)XH

;d11: delay for disk I/0 [30 msec]
;d12: delay for power switching [20 usec]
;d13: short delay [3 usec]

;enst2: = J(XH)
;13: loop for phase sensitive 2D using States-TPPI method: 13 = td1/2
;in0: 1/(2 * SW(X)) = DW(X)

;nd0: 2
;NS: 4 x n
;DS: 16

;tdl: number of experiments

;MC2: States-TPPI

;cpd2: decoupling according to sequence defined by cpdprg2
;pecpd2: f£2 channel - 90 degree pulse for decoupling sequence

ct-NOESY zur Bestimmung der Jyom, g

;noesygssti19

;avance-version

;2D homonuclear correlation via dipolar coupling

;dipolar coupling may be due to noe or chemical exchange.

;phase sensitive using States-TPPI method

;water suppression using 3-9-19 pulse sequence with gradients

;M. Piotto, V. Saudek & V. Sklenar, J. Biomol. NMR 2, 661 - 666 (1992)
;V. Sklenar, M. Piotto, R. Leppik & V. Saudek, J. Magn. Reson.,

;  Series A 102, 241 -245 (1993)

#include <Avance.incl>

#include <Grad.incl>

"d0=3u"
"d11=30m"

"d12=20u"

"p2=p1%2.0"
"d10=d21-p12-4u-d12-p16-d16"
"d18=d21-3u-p12-p4-p16-d16-4u-d12"
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Ilp4=p3*2ll

"13=(td1/2)"
"10=0"

ze

d1

3m

d11x2

di2 pli:f1
di12 pl2:f2
d12 UNBLKGRAD
pl phil

a b W N -

if "10 %2 == 1" goto 100

do
(p4 ph0):£2
di2 pl20:f1
4u
(p12:sp2 ph0):fl
d18
pl6:gp3
dié
(p11l:spl ph10):f1
d16
pl6:gp3
d10
(p12:sp2 ph0):fi
4u
di2 pli:f1
goto 101

100 doO
(p4 phO) :£2
di8 pl20:f1
pl6:gp3
d16
di2
(p12:sp2 phO):f1
4u
(p11l:spl ph10):f1
d16
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pl6:gp3

d10

(p12:sp2 phO):f1
4u

di2 pli:f1

101 p1 ph2
ds8
pl6:gp2
di16 plii:f1
p13 phi3
4u pli:f1
pl ph3
di12 pli18:f1
50u
pl6:gpl
di16
p28+%0.231 ph4
d19*2
p28*%0.692 ph4
d19*2
p28%*1.462 ph4
d19*2
p28*1.462 phb
d19*2
p28+*0.692 phb
d19*2
p28*0.231 phb
46u
pl6:gpl
di6
4u BLKGRAD
go=2 ph31
dl wr #0 if #0 ipl zd
lo to 3 times 2

3m iu0

lo to 4 times 2

di1l ido
di1l ddio
lo to 5 times 13

exit
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ph0=0

ph10=0 0 1 1223 3

ph1=0 2

ph2=0

ph3=0

ph13=2

ph4=0 0 0000001 1111111

ph65=2 22 2222233333333

ph31=0 2 2002202002200 2

;pll

: f1 channel - power level for pulse (default)

;pl18: f1 channel - power level for 3-9-19-pulse (watergate)

;pO

)

;pl

;P2
;pl6:
;p28:
;d0

;dl

f1 channel - 90 degree pulse at plil8

use for fine adjustment

: f1 channel - 90 degree high power pulse

f1 channel - 180 degree high power pulse
homospoil/gradient pulse

f1 channel - 90 degree pulse at plil8

incremented delay (2D) [3 usec]

: relaxation delay; 1-5 * T1

: mixing time

: delay for disk I/0 [30 msec]
: delay for power switching [20 usec]
: delay for homospoil/gradient recovery

: delay for binomial water suppression

d19 = (1/(2%d)), d = distance of next null (in Hz)

: loop for phase sensitive 2D using States-TPPI method: 13

1/(1 = SW) = 2 * DW
1

: 8 xn

16

: number of experiments

: States-TPPI

;use gradient program (GRDPROG) : 2sine

;use gradient ratio: cnst21 : cnst22

>

20 : 20

td1/2
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Kristallisationsbedingungen
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Kristallisationsbedingungen Classics Suite
0.1 M BICINE pH 9.0, 2 %(v/v) Dioxane, 10 %(w/v) PEG 20000
0.1 M MES pH 6.5, 10 %(v/v) Dioxane, 1.6 M AmSO
35%(v/v) Dioxane
0.5 M NaCl, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 2 %(v/v) Ethylene imine polymer
0.1 M Tris pH 8.5, 12 %(v/v) Glycerol, 1.5 M AmSO
0.5 M NacCl, 0.01 M Mg chloride, 0.01 M CTAB
0.01 MFeCl ,0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 10 %(v/v) Jeffamine M-600
0.1 M HEPES pH 7.5, 20 %(v/v) Jeffamine M-600
0.5M AmSO ,, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 1.0 M Lithium sulfate
0.01 MNiCl ,, 0.1 M Tris pH 8.5, 1.0 M Lithium sulfate
0.1 M HEPES sodium salt pH 7.5, 1.5 M Lithium sulfate
0.1 M BICINE pH 9.0, 2.0 M MgCl
0.2 M Mg formate
0.1 M MES pH 6.5, 1.6 M Mg sulfate
0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 8%(w/v) PEG 8000
0.1 M HEPES pH 7.5, 10%(w/v) PEG 8000
0.5 M Lithium sulfate, 15%(w/v) PEG 8000
0.2 M Zinc acetate, 0.1 MNa caco  dylate pH 6.5, 18%(w/v) PEG 8000
0.2 M Calcium acetate, 0.1 M Na cacodylate pH 6.5,  18%(w/v) PEG 8000
0.2 M Mg acetate, 0.1 M Na caco dylate pH 6.5, 20%(w/v) PEG 8000
0.05 M K phosphate, 20 %(w/v) PEG 8000
0.2M AmSO ,, 0.1 M Na cacodylate pH 6.5, 30 %(w/v) PEG 8000
0.2 M Na acetate, 0.1 M Na cacodylate pH 6.5, 30 %(w/v) PEG 8000
0.2 M AmSO , 30 %(w/v) PEG 8000
0.1 M HEPES sodium salt pH 7.5, 2 %(v/v) PEG 400, 2.0 M AmSO
0.2MCaCl ,,0.1 MHEPES sodium salt  pH 7.5, 28%(v/v) PEG 400
0.1 M Cadmium chloride, 0. 1 M Na acetate pH 4.6, 30%(v/v) PEG 400
0.2 M Mg chloride, 0.1 M HEPES sodi  um salt pH 7.5, 30%(v/v) PEG 400
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 30%(v/v) PEG 400
0.1 M Na chloride, 0.1 M BICINE pH 9.0, 20%(w/v) PEG 550 MME
0.01 M Zinc sulfate, 0.1 M MES pH 6.5, 25%(w/v) PEG 550 MME
10%(w/v) PEG 1000, 10%(w/v) PEG 8000
30%(w/v) PEG 1500
0.01 MNiICl ,, 0.1 M Tris pH 8.5, 20%(w/v) PEG 2000 MME
0.2M AmSO ,, 0.1 M Na acetate pH 4.6, 30%(w/v) PEG 2000 MME
0.1 M Na acetate pH 4.6, 8%(w/v) PEG 4000
0.2MAmMSO ,, 0.1 M Na acetate pH 4.6, 25%(w/v) PEG 4000
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 MNaace  tate pH 4.6, 30%(w/v) PEG 4000
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 30%(w/v) PEG 4000
0.2 M MgCl ,, 0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 30%(w/v) PEG 4000
0.2 M Lithium sulfate, 0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 30%(w/v) PEG 4000
0.2 M Na acetate, 0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 30%(w/v) PEG 4000
0.2MAmSO ,, 30%(w/v) PEG 4000
0.2M AmSO , 0.1 M MES pH 6.5, 30%(w/v) PEG 5000 MME
0.1 M HEPES pH 7.5, 10%(w/v) PEG 6000, 5%(v/v) MPD
10%(w/v) PEG 6000, 2.0 M NaCl
0.1 M HEPES pH 7.5, 20%(w/v) PEG 10000, 8%(v/v) Ethylene glycol
0.1 M MES pH 6.5, 12% PEG 20000
0.01 MCoCl ,,0.1 M Na acetate pH 4.6, 1.0 M 1,6-Hexanediol
0.1 M tri-Na citrate pH 5. 6, 2.5 M 1,6-Hexanediol
02MMgCl 0.1 MTris pH 8.5, 3.4 M 1,6-Hexanediol
5 %(v/v) Isopropanol, 2.0 M AmSO
0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 10 %(v/ v) Isopropanol, 20 %(w/v) PEG 4000
02MCaCl ,, 0.1 M Na acetate pH 4.6, 20 %(v/v) Isopropanol
0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 20 %(v/ v) Isopropanol, 20 %(w/v) PEG 4000
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 20 %(v/v) Isopropanol
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M Na cacodylate pH 6.5, 30 %(v/v) Isopropanol
0.2 M MgCl ,, 0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 30 %(v/v) Isopropanol
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 30 %(v/v) Isopropanol
10 %(v/v) Ethanol, 1.5 M NaCl
0.1 M Tris pH 8.5, 20 %(v/v) Ethanol
25 %(v/v) Ethylene glycol
0.02MCaCl ,,0.1 M Na acetate pH 4.6, 30 %(v/v) MPD
0.2 M NaCl, 0.1 M Na acetat e pH 4.6, 30 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 30 %(v/v) MPD
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Kristallisationsbedingungen Classics Suite

0.2 M Mg acetate, 0.1 M Na cacodylate pH 6.5, 30 %(v/v) MPD
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 30 %(v/v) MPD
0.5M AmSO ,, 0.1 M HEPES pH 7.5, 30 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium phosphate, 0.1 M Tris pH 8.5, 50 %(v/v) MPD
0.1 M HEPES pH 7.5, 70 %(v/v) MPD
0.1 M Tris pH 8.5, 25 %(v/V) tert-Butanol
0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 35 %(v/v) tert-Butanol
0.4 M Ammonium phosphate
0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 1.0 M Ammonium phosphate
0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 2.0 M Ammonium phosphate
0.1 M HEPES pH 7.5, 2.0 M Ammonium formate
0.1 M Na acetate pH 4.6, 2.0 M AmSO
0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 2.0 M AmSO
2.0 M AmSO
0.1 M NacCl, 0.1 M HEPES pH 7.5, 1.6 M AmSO
0.01 M CoCl , 0.1 MMES pH 6.5, 1.8 M AmSO
0.2 M K/Na tartrate, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 2.0 M AmSO
1.0 M Imidazole pH 7.0
0.4 M K/Na tartrate
0.1 M HEPES Na saltpH 7.5, 0.8 M K/Na tartrate
0.1 M Imidazole pH 6. 5, 1.0 M Na acetate
0.05 M Cadmium sulfate, 0.1 M HEPES pH 7.5, 1.0 M Na acetate
0.1 M Na cacodylate pH 6.5,1.4 M Na acetate
0.1 M Na acetate pH 4.6, 2.0 M NaCl
0.1 M Na phosphate, 0.1 M K phosphate, 0.1 M MES pH 6.5, 2.0 M NaCl
0.1 M HEPES pH 7.5, 4.3 M NaCl
0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 1.4 M tri-Na citrate
1.6 M tri-Na citrate pH 6.5
0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 0.8 M Na phosphate, 0.8 M K phosphate
0.1 M Na acetate pH 4.6, 2.0 M Na formate
4.0 M Na formate

Kristallisationsbedingungen MPD Suite
0.2 M Cadmium chloride, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium fluoride, 40 %(v/v) MPD

0.2 M Ammonium fluori  de, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Lithium chloride, 40 %(v/v) MPD

0.2 M Magnesium chlori  de, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na chloride, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Calcium chloride, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium chloride, 40 %(v/v) MPD

0.2 M Ammonium chlori  de, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na iodide, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium iodide, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium iodide, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na thiocyanate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium thiocyanate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Lithium nitrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Magnesium nitrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na nitrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium nitrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium nitrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Zinc sulfate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na formate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium formate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium formate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Lithium acetate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Magnesium acetate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na malonate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na acetate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Calcium acetate, 40 %(v/v) MPD

0.2 M Potassium acet  ate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium acetate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Lithium sulfate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Magnesium sulfate, 40 %(v/v) MPD
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Kristallisationsbedingungen MPD Suite
0.2 M Cesium chloride, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Nickel chloride, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium sulfate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M di-Na tartrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M K/Na tartrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M di-Ammonium tartrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na phosphate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Potassium bromide, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Na bromide, 40 %(v/v) MPD
0.2 M di-Potassium phosphate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M Ammonium phosphate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M di-Ammonium phosphate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M tri-Lithium citrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M tri-Na citrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M tri-Potassium citrate, 40 %(v/v) MPD
0.2 M di-Ammonium citrate, 40 %(v/v) MPD
0.1 M Citric acid pH 4.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M Na acetate pH 5.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M MES pH 6.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M HEPES pH 7.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M Tris pH 8.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M BICINE pH 9.0, 10 %(v/v) MPD
0.1 M Citric acid pH 4.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M Na acetate pH 5.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M MES pH 6.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M HEPES pH 7.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M Tris pH 8.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M BICINE pH 9.0, 20 %(v/v) MPD
0.1 M Citric acid pH 4.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M Na acetate pH 5.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M MES pH 6.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M HEPES pH 7.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M Tris pH 8.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M BICINE pH 9.0, 40 %(v/v) MPD
0.1 M Na acetate pH 4.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M Na acetate pH 5.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M MES pH 6.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M HEPES pH 7.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M Tris pH 8.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M BICINE pH 9.0, 65 %(v/v) MPD
0.1 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na sa It pH 7.5, 10 %(w/v) MPD
0.05 M Magnesium chloride, 0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 12 %(w/v) MPD
0.02 M Calcium chloride, 0.1 M Na acetate pH 4.6, 15 %(w/v) MPD
0.1 M Imidazole.HCI pH 8.0, 15 %(w/v) MPD, 5 %(w/v) PEG 4000
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 15 %(w/v) MPD
0.2 M Magnesium acetate, 0.1 M MES Na salt pH 6.5, 15 %(w/v) MPD
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na sa It pH 7.5, 15 %(w/v) MPD
0.1 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 20 %(w/v) MPD
0.1 M Imidazole.HCI pH 8.0, 20 %(w/v) MPD
0.2 M Na chloride, 20 %(w/v)  MPD, 4 %(w/v) Glycerol
0.02 M Calcium chloride, 0.1 M Na acetate pH 4.6, 30 %(w/v) MPD
0.2 M Ammonium acetate, 0.1 M tri-Na citrate pH 5.6, 30 %(w/v) MPD
0.2 M Magnesium acetate, 0.1 M MES Na sa It pH 6.5, 30 %(w/v) MPD
0.5 M Ammonium sulfate, 0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 30 %(w/v) MPD
0.2 M tri-Na citrate, 0.1 M HEPES Na sa It pH 7.5, 30 %(w/v) MPD
0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 30 %(w/v) MPD, 5 %(w/v) PEG 4000
0.1 M Imidazole.HCl pH 8.0, 30 %(w/v) MPD, 10 %(w/v) PEG 4000
30 %(w/v) MPD, 20 %(w/v) Ethanol
35 %(w/v) MPD
0.1 M Imidazole.HCI pH 8.0, 35 %(w/v) MPD
0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 40 %(w/v) MPD
0.1 M HEPES Na salt pH 7.5, 47 %(w/v) MPD
47 %(w/v) MPD, 2 %(w/Vv) tert-Butanol
50 %(w/v) MPD
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Kristallisationsbedingungen Nucleix
0.05M MES pH 5.6,0.01 M MgCl 2 2MLisulfate
0.05 M MES pH 5.6,0.01 M Mg acetate, 2.5 M Ammonium sulfate
0.05 M MES pH 5.6,0.1 M Mg acetate, 20 % MPD
0.05 M MES pH 5.6,0.2 M KCl,0.01 M Mg sulfate, 10% PEG 400
0.05M MES pH 5.6,0.2 M KCl,0.01 M MgCl 5% PEG 8000
0.05 M MES pH 5.6,0.1 M Ammonium sulfate, 0.01 M MgCl 220% PEG 8000
0.05M MES pH 6.0,0.02M MgCl 2 15% Isopropanol
0.05 M MES pH 6.0,0.1 M Ammonium aceta te,0.005 M Mg sulfate, 0.6 M NaCl
0.05 M MES pH 6.0,0.1 MKCl,0.01 M MgCl 5 10% PEG 400
0.05 M MES pH 6.0,0.005 M Mg sulfate, 5% PEG 4000
0.05 M Na cacodylate pH 6.0,0.01 M MgCl » 1 MLisulfate
0.05 M Na cacodylate pH 6.0,0.01 M Mg sulfate, 1.8 M Li sulfate
0.05 M Na cacodylate pH 6.0,0.015 M Mg acetate, 1.7 M Ammonium sulfate
0.05M Na cacodylatepH6.  0,0.1 MKC|,0.025 M MgCl 215% Isopropanol
0.05 M Na cacodylate pH 6.0,0.04 M MgCl 5% MPD
0.05 M Na cacodylate pH 6.0, 0.04 M Mg acetate, 30 % MPD
0.05M Na cacodylate pH6.  0,0.2 MKCl,0.01 M CaCl 5 10% PEG 4000
0.05 M Na cacodylate pH 6.5,0.01 M Mg acetate, 1.3 MLi sulfate

0.05 M Na cacodylate pH 6.5,0.01 M Mg sulfate, 2 M Ammonium sulfate
0.05 M Na cacodylate pH6.  5,0.1 M Ammonium acetate, 0.015 M Mg acetate, 10 %
Isopropanol

0.05M Na cacodylate pH6.  5,0.2 MKCl,0.005 M MgCl 2 10% 1,6-Hexanediol

0.05 M Na cacodylate pH 6.5,0.08 M Mg acetate, 15 % PEG 400

0.05M Na cacodylate pH6.  5,02MKCl,001M MgCl  ,,10% PEG 4000

0.05 M Na cacodylate pH 6.5,0.2 M Ammonium acetate, 0.01 M CaCl 2 10% PEG 4000
0.05 M Na cacodylate pH6.5,0. 08 M Mg acetate, 30 % PEG 4000

0.05 M Na cacodylate pH 6.5,0.2 M KC 1,0.1 M Mg acetate, 10% PEG 8000

0.05 M Na cacodylate pH 6.5, 0.2 M Ammonium acetate, 0.01 M Mg acetate, 30 % PEG 8000
0.05 M HEPES Na salt pH 7.0, 0.05 M Mg sulfate aq, 1.6 M Li sulfate

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.01 M MgCl L 4MLCI

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.01 M MgCl 2 1.6 M Ammonium sulfate

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.005 M MgCl 225% PEGMME 550

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.2 M KCl,0.01 M MgCl 220% 1,6-Hexanediol
0.05 M HEPES Na salt pH 7.0, 0.2 M Ammonium chloride, 0.01 M MgCl 230% 1,6-
Hexanediol

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.1 MKC 1,0.005 M Mg sulfate aqg,, 15% MPD

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.1 MKCl,0.01 M MgCl 5% PEG400

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.1 MKCl,0.01 M CaCl 2 10% PEG 400

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0,0.2 MKCl, 0.025 M Mg sulfate aq,, 20 % PEG 200

0.05 M HEPES Na salt pH 7.0, 0.2 M Ammonium acetate, 0.15 M Mg acetate, 5% PEG 4000
0.05 M HEPES Na salt pH 7.0, 0.1 M Ammonium acetate, 0.02 M MgCl 5% PEG 8000
0.05MTRISHCl pH7.5,0.01 M MgCl »» 1.6 M Ammonium sulfate

0.05 MTRIS.HCI pH7.5,0.1 MKCl, 0015 M MgCl 2, 10% PEG MME 550
0.05MTRIS.HCl pH 7.5,0.01 M Mg acetate, 5% Isopropanol

0.05 MTRIS.HCIpH7.5,0.05 M Ammonium acetate, 0.01M MgCl  ,,10% MPD
0.05 MTRISHCI pH 7.5,0.2 M KC,0.05 M MgCl 2 10% PEG 4000

0.05MTRIS.HCl pH 8.5,0.025 M Mg sulfate aq., 1.8 M Ammonium sulfate
0.05MTRIS.HCl pH 8.5,0.005 M Mg sulfate ag., 35% 1,6-Hexanediol

0.05 M TRIS.HCI pH8.5,0.1 MKCl,0.01 M MgCl ,»30% PEG 400

0.05 M TRIS.HCI pH 8.5, 0.2 M Ammonium chloride, 0.01 M CaCl 230% PEG 4000

Kristallisationsbedingungen PEG

0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 40 %(v/v) PEG 200
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 30 %(v/v) PEG 300

0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 30 %(v/v) PEG 400
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(v/v) PEG 550 MME
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(w/v) PEG 1000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(w/v) PEG 2000 MME
0.1 M MES pH 6.5, 40 %(v/v) PEG 200

0.1 M MES pH 6.5, 30 %(v/v) PEG 300

0.1 M MES pH 6.5, 30 %(v/v) PEG 400

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(v/v) PEG 550 MME

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 1000

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 2000 MME

0.1 M HEPES pH 7.5,40 %(v/v) PEG 200

0.1 M HEPES pH 7.5, 30 %(v/v) PEG 300

0.1 M HEPES pH 7.5, 30 %(v/v) PEG 400

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(v/v) PEG 550 MME

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 1000
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Kristallisationsbedingungen PEG

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 2000 MME

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 40 %(v/v) PEG 200

0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 30 %(v/v) PEG 300

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 30 %(v/v) PEG 400

0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 25 %(v/v) PEG 550 MME

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 1000

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 2000 MME

0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(w/v) PEG 3000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(w/v) PEG 4000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 25 %(w/v) PEG 6000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6,25 %(w/v) PEG 8000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 20 %(w/v) PEG 10000
0.1 M Sodium acetate pH 4.6, 15 %(w/v) PEG 20000
0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 3000

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 4000

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 6000

0.1 M MES pH 6.5, 25 %(w/v) PEG 8000

0.1 M MES pH 6.5, 20 %(w/v) PEG 10000

0.1 M MES pH 6.5, 15 %(w/v) PEG 20000

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 3000

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 4000

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 6000

0.1 M HEPES pH 7.5, 25 %(w/v) PEG 8000

0.1 M HEPES pH 7.5, 20 %(w/v) PEG 10000

0.1 M HEPES pH 7.5, 15 %(w/v) PEG 20000

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 3000

0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 4000

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 6000

0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 25 %(w/v) PEG 8000

0.1 M Tris.HCI pH 8.5, 20 %(w/v) PEG 10000
0.1 M Tris.HCl pH 8.5, 15 %(w/v) PEG 20000

Kristallisationsbedingungen Sparse Matrix Il

5 % [wiv) PEG 3,000

0.1 # Ha chlaride

0.5 M Lithium sulfate marohydrate
0.2 1 Magnesium chioride hexahydrats
0.2 M Tinc acetate divydrate

0.2 M Ma chloride

0.2 M Ma chinride

10 % (viv} Glyesrol, 1 M Ammanium silfate
0% (v/v) Glyeerst, 0.2 M Ammanium sulfate
10% pwiv) Glyeercd, 5% (w/v) PEG 8,000

0.2 M Calcium acatate hydrate.

0.2 M Sodium chloride

0.2 M Sefium citrate diydrate

5% fwiv) PEG 1,000

0.2 8 Ha chioride

0.2 M Ha chiorids

0.2 M Zinc acetate

0.5 M Ammoniien sulfate, 105 (v/v) Glyeerol
10 % (viv) Glyseral, § % (wiv) PEG 3,000
0.1 M Magnesium chloride hexahydrats

0.2 MCalcum acetate

0.2 M Lithium sulfate

5% (w/v) FEG 3,000

0.2 M Ka chloride

0.2 M Sodium chioride
0.2 M Lithium sulfate

.5 M Ammanivmn sulfate, 10 % (v/v] Glyceral
1 M Sodium chieride, 10 % (viv| Glyceral
10% (i) Glycaroi, 0,08 t Lithium sl fate
5% (weiv) PEG 1,000, 10% jv v} Glycerol
0.2 M Calcium acetate hydrate

0.2 M Magnesium chlaride

0.2 M Zinc acetats

10 ¥ [v/v) Glyesrel, 0.2 M Zinc acetate
0.05 M Caleium acetats
0.1 L Ha citrate

0.1 1 Mes, pHei

M1 M Ha dcetate, pHea.§

0% M TTis, pH=7

0.1 M Na Cacodylate, pH=b.3
(1 M Na Cacodylate, pHeb.5
0.1 M Mz Phosphate-Citrate, pHed,2
0.1 M Ha/ K Phosphate, pHeb.2
0.1 4 HEPES, pH=7.5

0.1 M CHES, pH=5.5

0.1 M Tris, pH=T

0.1 M Ha Citrate, pH=5.5

0.1 W bridazale, pH=8

0.1 W Hir Phosphate-Cltrate, pH=d.1
0.1 MTrs, ph=B.5

9.1 M Na Cacodylate, pHe=6.%
©.1 8 CHES, pH=9.5

0.1 8 CHES, pH=9.5

0.1 8 Tris, pH=T

0.1 M HEPES, pH=7.5

0.1 M Ma Acatate, pH=4.5

0.1 M Imidazole, pH=E

0.1 W Ha Phasphate-Citrate, ph=4,2
0.1 CAPS, pH=10.5

0,1 W HEPES, pHs7.5

0.1 4 Na Citrate, gHe5.5

0.1 M HEPES, pH-7.5

0.1 M Tris, pH=8.5

0.1 M Mies, pHed

0.1 # No/K Phosghate, pHe6.2
0.4 # Imidaznle, peB

0.1 M Ho Acetate, pH=q4.5

0.1 M CHES, pH=5.5

0.1 M Na Acelate, pH=4, 5

0.9 M Mes, pH=6

.1 M Tris, pH=7

0.1 M Ma Cacadylate, phs$.5
0.1 M HEPES, pH=7.5

0.1 M Mes, pH=6

0.1 M Ha Cacodylate, pl=5.5
0.1 M Ha Acetate, pHed 3

0.1 # Imidazole, pH=&

0.1 M CHES, pi-=9.5

0.1 4 Ha Citrate, pHe5.5
oim "F Phosphate-Cilrate, pH=4.1
0.1 M Imidezole, pHed

0.1 M Ma Acetate, pH=4.5

.1 M CHES, pHed.5

0.1 M HEFES, pH=7.5

30 % fufv) Polysthylens gycol 200
0% {uiv) Polyethylane glyest 200
503 fwiv) Folysthylene glycol 200
505 fuiv) Folyethylene glycol 200
50% (v/v) Folyethylene ghycol 200
50% (w/v) Palyethylens plycal 200
50 % (v/v) Palyethylene glycal 200
50°% [v/v) Palysthylene glycol 200
50 % [v/v) Palysthylene glyeol 200
0% {vv) Palpsthylens glycol 200
D% (v/v) Palyethylena ghyeel 200
10% {v v} Palyethylens ghyeed 100
20K {viv) Palyethylane giyeel 300
0% (viv) Palyethylang ghycel 100
40 % (vi¥) Polyethyleng ghycal 100
A% fvlv) Polyetiylane glycal 300
40 % (v/v) Polyetiylene glycal 300
40 % (v/v] Polyethylene ghycal 300
A0 [viv) Polyathylene glycol 300
A0% fv/v) Polyethylene glycol 300
ADX [v/v] Palyethylens ghycol 300
A0 % [wiv) Pabyethylene glycol 300
30 % {v/v) Palyelhylens gheeol <00
0% (viv) Polyethylens glycol 200
4D % wiv) Polyethylens glycel <00
A% {viv) Polyethylena ghool 400
4% jvdv) Polyethylens ghycal 400
400 % {wiv) Polyathylene glyeol 400
40 % iv/v) Pelyethylena glycol 400
40 % (vdv) Pelyatiylens glycal 400
40 % [wiv) Pelyethylone glycol 400
80 % viv) Palyethylene glycol 400
50 % (vév) Palyethyiene glycol 400
50°% {wiv) Palyethylens glycol 400
30% fuiv) Polysthylens slycol 600
30% {viv) Folyethylene glycol 600
30T fwiv) Polyethylens glycol 600
305 dviv) Folyerhylens glycol 600
40 % {viv) Polyethylene glycsl 600
4% (v/v) Potysthylene glycal 500
40 % {vi'v) Polyathylene glycol 600
A0 % (v/'v) Polysthylene glycol 600
A0 % (#/v) Palysthylene glycol 800
AD% (v/v) Palyathylong glycal GO0
25% {wiv) 1,2-Prepanedial

4D % {iw/v) 1,2-Prepmnzdiol

40% wiv) 1,2-Proparestiol

4D % fwiv) 1,2-Propanecdicl
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Kristallisationsbedingungen Sparse Matrix Il

10 % fwiv) Glycerol, 0.2 MAmMmoaiem sulfale
10°% (vi'v) Glycerol, 0.2 M Magnesium chicride
10 % (wiv) Giyceral, 5 % fwiv} PEG 3,000

10 % fwiv) Glyeerol

20 % (wiv) MPD

0% (wfv) PEG 00

0.2 K Ma chiaride

0.2 ¥ Ammenium sulfate

10 & (v} Glyceral

0.05 M Zinc eetate dhydrate
0.3 s Magnesium chloride

5% {wiv) PEG 8,000

0.2 M Amemomium sul fate
0.05 # Magnesium chloride
5% (wiv) PEG 1,000

.05 & Catsium acetaie
0,2 M Lishium sulfate
0.3 M Na chioride

0.2 M Ammaniun sulfate
0.2 M Caleium acetate

5 & (wi'vh PEG 3,000
1.2 M Zinc Bestale

0.2 4 Lithium slfale
0.2 # Mngnasium chloride
5 X jwiv) PEG 1,000

0.5 M Potassium sodium tartrate Tetrahydrate
L2 M Caleium scetate hydrate

5 % twiw PEG 1,000
0.2 M Zinc acetate

0.2 M Magressium chloride hexahydrae
0.2 M Ammaniem sulfate
0.2 t Di-armmonium phesphate

25 % (wfv) 1,2-Propanediol

5% fvivy 1,2-Propanediol

15 % {wiv) 1,2-Propanediol

25 % v iv) 1,2 Fropanedicl

0% (vivy 1,2-Propanediol

I (viw) 1,2-Propanediol

40 % fviv} 1,2-Prepanedicl

40°% (v/v} 1,2-Propanedicl

A58 [viv] Z-methyl- 2,4 pentanediol
35 % [v/v] 2-Methyl-2,4-pantansdiel
I8 % [w/v] 2-Methyl-2 4-pantanediol
40K [v/v] Z-Mathyl-2,4- pentansdiol
A0% (viv) 2-Methyl-2,4-pentansdiol
40 % {w/v) 2-Methyl-2 4-pantanediol
40°% (v iv) L-Methyl-2,4-pentanaiol
o % (viv) 2-Methyl-2,4-pentansdiol
a0 E (viv) 2-Mathyl-2,4-penianadial
8% (v.v) L-Mamthyl-2, & pentanadial
&0 % [viv) Ethanol

40 % [viv) Etharol

40 % [v/v) Ethanol

35 ¥ [viv) Ethoryethamol

35 ¥ [viv) Ethmeyathansal

15 ¥ [w/v) Ethowxyethanal

35 X [viv) Ethowyethanal

A5 ¥ |viv) Ethaxyethancl

40% fw/v) Ethylene glycal

ADE (uiv) Elhylene alycal

A0 % {viv) Ethylene glycal

40 % puiv) Ethylene glyeol

40% fv/vy Ethylane glycol

20 5 juiv) Ethylane glyeel

A0 % fwsv) Ethylane glyeed

505 fe/v) Ethylane glyeed

50 & (v/v) Ethylene glycol

50 % fv/v) Ethylone ghycot

50% fedv) Ethylene ghycal

50°% (wiv) Ethylene ghycal

A5 % fvsv) Glycerol

4% % pelv) Glycersl

355 (w/v) Isopropansd

35 % jwiv) Isopropansl

35 4 fwiv) Isopropansl

355 fwv) Isaprapandl

35 % (v/v} leaprapanal

35 & (wiv} Isoprapanal

30 % (vw/v) Polyethylene glycol 200
0% {w/v) Polyethylane glycel 200

0.9 8 Tris, pH=7

0.1 M Tris, pH=&.5

@1 M Na Phosphate-Citrate, pH=4,1
@1 & Na /K Fhasphate, pHs6.2

0.1 # Ma Citrate, pH=5.5

0,1 M HEPES, pH=7.5

0,1 M Ma Citrate, pH-5.5

0,1 M Ho Acotace, pH=4.5

0,1 M Tris, ph=B.3 s

0.1M Mo Acotate, pH=4.5"

0.1 M Mo Cacodylate, pHe6.5

0.1 M Imidazole, pH=8

1.1 M Na Cacodylmte, pH=g.5

0.1 M CAPS, pH=10.5

0.1 M CHES, pH=8.5

0.1 M Na Citrate, pH=3,5

0.1 8 N Phosphate-Citrate, pHe2,2
0.1 W Tris, pHi=T

0.1 M Tris, ph=8.5

0.1 M Ha Phoiphate-Citrale, pH=d,2
0.1 M Tris, ph=T

0.1 M imidazole, pH-§

0.1 M Tris, pHeB.5

0.1 M Ha/k Phosphate, ph=t.2

@1 W Ha Cacodylate, pH=6.5

0.1 M Ma Ciurate, pH=5.5

0.1 ¥ Ma Phosphate-Cltrate, pH=4.2
0.1 8 Imidazole, pH=3

0.1 44 HEFES, pH=T.5

0.1 M s, pHs6

0.1 # Ha Acetate, pHaq.

0.1 M Tris, pH=7

0.1 M Ma/k Phasphate, pHeé.2

0.1 M HEPES, pH=7.5

0.1 M Tris, pH=8.5

0.1 # Ha Acetate, pHad,5

0.1 ¥ imidazalz, pHsd

0.1 4 CHES, pH=9.5

0.1 # Na Cacodylate, pH=6.5

3.1 M Imidazole, pH-3

0.1 M Ha Citrate, pH=5.9

0.1 # Imidazcle, pHsg

0.1 M Trig, pr=p.5

0.1 1 Ha Acetate, pH=4.5

0.1 M Ha Phesphate-Cilrate, pi=d.2
0.1 M Ma Cacadylate, pHeg, 5

1.1 M CAPS, pH=10.5

0.1 M Tris, pHe.5
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Anhang C

DFT-Kalkulationen

Skript fiir die Geometrieoptimierung der Modellverbindung;:
\%chk=Pnucdps3.chk
\%nproc=4

\#b31yp/6-31g(d) Opt=ModRedundant

NMR Test w/o Pnucdps3

-2 1
C
0 1 Bl
H 1 B2 2 Al
H 1 B3 2 A2 3 D1
H 1 B4 2 A3 4 D2
P 2 B5 1 Ad 5 D3
0 6 B6 2 A5 1 D4
0 6 B7 2 A6 1 D5
0 6 B8 2 AT 1 D6
C 9 B9 6 A8 2 D7
C 10 B10 9 A9 6 D8
0 11 B11 10 A10 9 D9
C 11 B12 10 A1l 9 D10
0 13 B13 11 A12 10 D11
C 13 B14 11 A13 10 D12
0 15 B15 13 Al14 11 D13
C 12 B16 11 A15 10 D14
N 17 B17 12 Al6 11 D15
C 18 B18 17 A17 12 D16
C 18 B19 17 A18 12 D17
H 10 B20 9 A19 6 D18
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=== = A= = N @ T e I o B o B o B = o S« s« = i = = Y = = Y = o S o o « = i« = i = = J = o S« o]

B1
B2
B3
B4
B5
B6
B7
B8
B9
B10
B11
B12
B13
B14
B15
B16
B17
B18
B19
B20
B21
B22

L N e e T = = T = T = = e e e e S S e N = =

10
11
13
15
16
17
19
19
19
20
20
20
14
34
34
34
37
38
38
38

.41961579
.08977888
.08984678
.08977291
.60338423
.48539355
.47612296
.60686091
.43308130
.505626941
.42864761
.51377310
.42380441
.50121318
.43348840
.44016874
.485563324
.48025876
.48014932
.09016742
.09025135
.08973483

B21
B22
B23
B24
B25
B26
B27
B28
B29
B30
B31
B32
B33
B34
B35
B36
B37
B38
B39
B40

10
11
13
15
12
18
18
18
18
18
18
13
14
14
14
34
37
37
37

A20
A21
A22
A23
A24
A25
A26
A27
A28
A29
A30
A31
A32
A33
A34
A35
A36
A37
A38
A39

10
11
13
11
17
17
17
17
17
17
11
13
13
13
14
34
34
34

D19
D20
D21
D22
D23
D24
D25
D26
D27
D28
D29
D30
D31
D32
D33
D34
D35
D36
D37
D38



Appendices

B23
B24
B25
B26
B27
B28
B29
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D30 60.03236835
D31 -157.25783959
D32 33.38992503
D33 167.90089078
D34 -81.67370197
D35 157.51990551
D36 -173.94357736
D37 66.09141079
D38 -53.93388718

D 25 15 16 26 40.0 F

D1269 -76.22 F

D269 10 -69.75 F

D69 10 11 168.9 F

D9 10 11 13 57.28 F

D 11 13 14 34 -157.26 F

D 13 14 34 37 -81.67 F

D 14 34 37 38 157.52 F

--Linkl--

\%chk=Pnucdps3.chk

\%nproc=4

\#b31yp/6-31g(d) geom=check

NMR Test

-21

Skript fiir die Berechnung der NMR-Parameter:

\%chk=DFTP1NucO. chk

\Y%rwf=/scratch/nmrtestwo-71.rwf,2000MB, /scratch/nmrtestwo-72.rwf,2000MB, /scratch/nmrtestwo-73.r
\/%nproc=4

\#b31lyp/6-311g(2df,2pd) geom=check nmr=spinspin

NMR Test

-2 1
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Tabelle C.1: DFT-Berechnungen der 3Jy o5~ und 2.Jo01-Kopplungen bei unterschiedlichen Dihedralwinkeln (H2'-C2'-02'-2'OH) mit dem Basis-

satz b3lyp/6-311g(2df, 2pd).

Dihedralwinkel | 0 20 40 60 100 120 140 160 180 200 220 240 260 280 320 340 360
Jor 20H 2,21 6,61 10,73 1242 741 302 -044 -1,18 05 287 443 462 377 237 -085 -0,58 2721
Jow 2oH 2,61 -295 -328 -322 -294 -294 -298 -308 -3,13 -3,07 -29 -276 -274 -279 -27 -256 -261
Jos 20H 1,53 -0,15 -0,33 056 3,53 439 421 295 121 -0,15 -0,35 1,07 3,62 589 62 408 153
JH2 20H 882 759 4,63 1,69 -009 262 746 12,04 1373 1214 839 356 0,09 -0,46 4,64 7,59 8,82

Jovwon FC | 226 665 10,73 1241 75 316 -027 -1 064 297 45 468 379 234 -085 -054 2,26
Jowowon FC | 259 -301 -346 -35 -334 -327 -325 -334 -342 -34 -329 -317 -313 -309 -274 -253 -259
Jowwon FC | 1,52 -018 -0,37 052 35 436 424 302 127 -0,12 -0,35 1,07 3,63 593 624 411 1,52

Juyvon FC | 802 684 404 137 -001 278 764 1223 1392 1234 859 376 023 -045 416 689 802

Jov oo SD | 0,02 003 005 005 001 -002 -003 -005 -005 -005 -0,07 -0, -009 -0,05 001 001 0,02
Jow2or SD | <001 -0,01 001 004 005 004 003 003 004 004 005 006 006 004 -001 -0,01 -0,01
Jos2on SD | 0,03 0,01 -0,03 -0,06 -0,07 -0,06 -0,08 -0,09 -007 -0,03 001 003 003 003 005 004 0,03

Juy2on SD | 038 033 022 008 -006 -0,04 001 005 006 006 002 -003 -006 -004 02 033 038

Jovwon PSO | 024 034 038 039 025 011 -004 -021 -039 -055 -0,63 -0,59 -048 -0,33 -0,04 0,11 024

Jow2won PSO | 0,14 0,14 012 0,15 027 027 031 034 036 039 047 053 051 042 022 016 0,14

Jow2on PSO | 021 006 -0,14 -03 -0,61 -0,68 -0,66 -054 -0,37 -018 0,01 0,19 031 037 037 031 0721

Juy2on PSO | <131 -143 -127 -06 125 209 28 33 345 331 294 239 169 09 -054 -1,01 -131

Jevoon DSO | 031 -04 -043 -043 -035 -024 -01 008 03 051 063 063 055 041 003 -0,16 -0,31

Jow2on DSO | 0,15 -0,07 0,05 0,09 006 001 -007 -011 -011 -0,1 -0,13 -0,17 -0,17 -0,16 -0,17 -0,18 -0,15

Jow2on DSO | 024 -003 021 04 072 077 07 055 037 019 -002 -021 -0,36 -045 -0,46 -0,38 -0,24

Juy2on DSO | 1,73 1,86 1,63 084 -127 -222 -302 -353 -37 -356 -317 -256 -1,77 -087 081 138 1,73
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Tabelle C.3: DFT-Berechnungen der 3.Jyop-Kopplungen des Modellsystems bei einem Dihedralwinkel (H2'-C2'-02'-2'0OH) 6=60° mit dem
Basissatz b3lyp/6-311g(2df, 2pd).

2’0OH: H-Donator 02: H-Akzeptor 02’, O4’: H-Akzeptor 02, O4’ H-Akzeptor; 2°0OH H-Donator
Jev 2onr 11,7 11,58 10,61 10,83
Jo 2onH -1,95 -3,06 -2,82 -1,54
Jos 2ron 0,41 0,47 0,67 0,42
JH2 20H 1,43 1,85 1,64 1,31
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Tabelle C.5: Simulation der NOEs der 2'OH mit den H1' und H2' mit TRIO; Teil 2.

theta NOE tau=0,001s tau= 0,04s tau=0,05s tau=0,1s NOE tau=0,001s tau= 0,04s tau=0,05s tau=0,1s
200 | 2°0OH-H1”  0,665426 24,2615 29,6224 52,7735 | 22OH-H2’ 0,249134 8,99806 10,963 19,3774
210 | 2°OH-H1”  0,857751 31,0289 37,8095 66,6882 | 2°0OH-H2’ 0,263969 9,5629 11,6603 20,6803
220 | 2°0OH-HY’ 1,05768 37,9137 46,0943 80,4085 | 2’OH-H2’ 0,285551 10,3431 12,6124 22,3729
230 | 2’0OH-HY’ 1,22988 43,7167 53,0381 91,5971 | 2°0OH-H2’ 0,315109 11,3826 13,8701 24,5202
240 | 2’0OH-HY’ 1,33064 47,0629 57,0281 97,9193 | 2°0OH-H2’ 0,354959 12,7565 15,5251 27,2844
250 | 2°0OH-HY’ 1,32656 46,9575 56,9124 97,8222 | 2°0OH-H2’ 0,406868 14,5336 17,661 30,8115
260 | 2’0OH-HU’ 1,21862 43,4284 52,7233 91,3505 | 2°0OH-H2’ 0,475268 16,8721 20,4709 35,4397
270 | 2’0OH-HY’ 1,04357 37,5905 45,7573 80,2981 | 2’OH-H2’ 0,560878 19,8024 23,9915 41,2322
280 | 2°OH-H1”  0,842072 30,7079 37,4943 66,7813 | 2°0OH-H2’ 0,67004 23,5229 28,4571 48,5442
290 | 2°OH-H1”  0,653787 24,128 29,5485 53,3981 | 2’OH-H2’ 0,804111 28,0508 33,8796 57,3275
300 | 2°0OH-H1I”  0,496107 18,5169 22,7409 41,6613 | 2°0OH-H2’ 0,963011 33,3313 40,1781 67,3338
310 | 220OH-H1”  0,374191 14,1268 17,398 32,3012 | 2’0OH-H?’ 1,14924 39,3881 47,3632 78,4482
320 | 220OH-H1”  0,282602 10,8125 13,3587 25,169 | 2’0OH-H2’ 1,34457 45,5815 54,663 89,3856
330 | 2’0OH-H1’ 0,21661 8,42723 10,4518 20,0295 | 2’OH-H2’ 1,54161 51,6694 61,7911 99,7183
340 | 2’0OH-H1I”  0,168651 6,70021 8,34838 16,3166 | 2’0OH-H2’ 1,70758 56,6641 67,5997 107,857
350 | 2’OH-H1”  0,134732 5,47856 6,86149 13,6977 | 22OH-H2’ 1,8246 60,1146 71,594 113,327
360 | 2’0OH-H1”  0,110372 4,60017 5,79133 11,8046 | 2’0OH-H2’ 1,8674 61,3641 73,0361 115,272
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Tabelle C.7: Simulation der NOEs der 2'OH mit den H3' und H4' mit TRIO; Teil 2.

theta NOE tau=0,001s tau= 0,04s tau=0,05s tau=0,1s NOE tau=0,001s tau= 0,04s tau=0,05s tau=0,1s
200 | 2°OH-H3  0,044647 1,87943 2,40906 5,30005 | 2’0OH-H4’ 0,894819 31,3647 37,9292 64,4756
210 | 2°OH-H3’  0,0397726 1,71761 2,20503 4,88539 | 2°0OH-H4’ 0,649051 23,0325 27,9399 48,2319
220 | 22OH-H3’ 0,0341944 1,5831 2,03795 4,56268 | 2°’0OH-H4’ 0,461622 16,5565 20,1344 35,202

230 | 220OH-H3" 0,0322142 1,49087 1,92583 4,36726 | 2’0OH-H4’ 0,330926 11,9652 14,5837 25,7928
240 | 2°OH-H3’  0,0293916 1,42403 1,84829 4,26134 | 2°0OH-H4’ 0,239465 8,74807 10,6895 19,145

250 | 2°OH-H3* 0,0277411 1,38853 1,81213 4,25546 | 2°0OH-H4’ 0,177294 6,55243 8,0299 14,5865
260 | 2°OH-H3’  0,0259428 1,37983 1,81197 4,34049 | 2°0OH-H4’ 0,134436 5,03608 6,19041 11,4093
270 | 2°0OH-H3  0,0257536 1,39988 1,85062 4,52664 | 2°0OH-H4’ 0,105301 3,98462 4,91165 9,17421
280 | 220OH-H3" 0,0253592 1,44821 1,928 4,81528 | 2°0OH-H4*  0,0850254 3,24603 4,01009 7,57066
290 | 2°OH-H3’  0,0253618 1,53008 2,05175 5,22911 | 2°0OH-H4”  0,0708246 2,72133 3,36738 6,40859
300 | 2°OH-H3* 0,0257154 1,63807 2,21085 5,73035 | 2°0OH-H4’  0,0609628 2,35242 2,9141 5,57676
310 | 22°0OH-H3>  0,026535 1,78313 2,4204 6,35739 | 2’0OH-H4’  0,0541553 2,09636 2,59903 4,99454
320 | 2°0OH-H3*  0,0276609 1,94065 2,64476 7,00067 | 2°OH-H4’  0,0497233 1,92903 2,39293 4,61146
330 | 2°0OH-H3* 0,0292825 2,11724 2,89196 7,67443 | 220OH-H4*  0,0471919 1,83325 2,27489 4,39119
340 | 2’0OH-H3* 0,0313217 2,28757 3,12506 8,26942 | 2’0OH-H4’  0,0461722 1,79321 2,22508 4,29413
350 | 2°0OH-H3* 0,0305815 2,44357 3,33284 8,75737 | 2’0OH-H4*  0,0457965 1,80939 2,24415 4,32097
360 | 2°OH-H3*  0,0334099 2,58007 3,50536 9,10397 | 2’0OH-H4’ 0,047848 1,88305 2,333 4,47012
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