e

Hydratisierung der B-DNA-Doppelhelix [d(CGCGAAT™"]
CGCG)). (TY™ = carbocyclisches 6'-c~-Methylthymidin). Wasser
molekdle sind als hellblave und die Kohlenstoffatome der

~CH4-Substituenten in den modlifizierten Thymidinrestan als

galbe Kugeln dargesteilt
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Die Strukturen von Nucleinséiureanaloga und Antisense-Oligonucleotiden

Martin Egli*

Die Hybridisierung komplementirer
Oligonucleotide ist ein Schliisselvorgang
bei wertvollen Forschungsmethoden in
vielen Gebieten einschlielich Genetik,
Molekularbiologie und Zellbiologie.
Ein Antisense-Molekiil fiir ein bestimm-
tes Segment einer Sense-Messenger-
RNA erméglicht zum Beispiel ein selek-
tives Abschalten der Genexpression,
und die Polymerase-Kettenreaktion er-
fordert komplementdre Primer, damit
sie abliduft. GroBe Hoffnungen setzt
man auch in den mdglichen therapeuti-
schen Nutzen von Antisense-Verbin-
dungen bei der Behandlung verschiede-
ner Krankheiten einschlieBlich Krebs.
Gegenstand intensiver Forschung sind
die Mechanismen der Aufnahme von
Antisense-Verbindungen in die Zelle
und ihrer Weiterleitung zu spezifischen
Orten innerhalb der Zelle, ein verbesser-
tes Verstindnis der Art und Weise, wie
diese Verbindungen die Produktion von
Proteinen hemmen, sowie die Optimie-
rung der chemischen Stabilitit von An-
tisense-Verbindungen und der thermo-
dynamischen Stabilitit der Duplexe, die

beiden Punkte haben besonders Chemi-
ker motiviert, nach Oligonucleotidana-
loga mit verbesserten Bindungseigen-
schaften fiir die Hybridisierung mit
RNA und héherer Bestdndigkeit gegen-
iiber Abbau durch Nucleasen zu suchen.
In den letzten Jahren fihrte diese For-
schung zu einer Vielzahl neuer chemi-
scher Modifikationen von DNA und
RNA, die sowohl das Zucker-Phosphat-
Riickgrat als auch die Nucleobasen be-
treffen. Bisher befaBten sich jedoch nur
wenige Forschungen mit den genauen
Ursachen von Stabilitdtsgewinn oder
-verlust bei Nucleinsdureanaloga, die an
RNA binden. Obwohl sehr viele ther-
modynamische Daten zusammengetra-
gen wurden, versteht man die durch die
Modifikationen in Hybrid-Duplexen in-
duzierten Umordnungen der Struktur
nur schlecht. Bei vielen modifizierten
Oligonucleotiden ist die Chemie des An-
bringens und Entfernens von Schutz-
gruppen und der Kupplung inzwischen
mit den Standardvorschriften der DNA-
und RNA-Synthese vereinbar. Dies er-
moglicht es, modifizierte Nucleinsdure-
fragmente oder gemischte Oligo-

nucleotide, die Modifikationen an aus-
gewihlten Stellen enthalten, in fiir Un-
tersuchungen der dreidimensionalen
Struktur geeigneten Mengen herzustel-
len. Solche Untersuchungen sollten die
strukturchemischen Ursachen fiir die
beobachteten Affinitdts- und Spezifi-
titsverdnderungen der Bindung bei be-
stimmten Modifikationen aufzeigen; sie
konnen die Entwicklung von Antisense-
Verbindungen der zweiten und dritten
Generation in die richtige Richtung len-
ken. Dariiber hinaus hefert die Verfig-
barkeit einer zuvor unvorstellbaren Fiil-
le an modifizierten Bausteinen und die
Erforschung ihrer Strukturen die Mog-
lichkeit, die Strukturen nativer DNA
und RNA besser zu verstehen. Im vor-
liegenden Beitrag sind die Ergebnisse
der in unserem Labor in den letzten drei
Jahren durchgefithrten Kristallstruk-
turuntersuchungen mit modifizierten
Nucleinsdurefragmenten und die daraus
gewonnenen Erkenntnisse zusammen-
gestellt.

Stichworte: DNA - Kristallstrukturana-
lyse + RNA - Wasserstoffbriicken

Lsie mit den mRNAs bilden. Die letzten

1. Einleitung

Die von den vier Nucleotidbasen Adenin (A), Thymin (T),
Guanin (G) und Cytosin (C) in genau festgelegter Reithenfolge
gebildeten Sequenzen und die Bildung komplementirer, iiber
Wasserstoffbriicken verbundener A-T- und G-C-Basenpaare
bilden die Grundlage fiir die Struktur und die Expression von
Genen. In den Chromosomen liegt die DNA gewdhnlich in
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Form einer antiparallelen Doppelhelix vor, die aus dem Sense-
Strang und dem Antisense-Strang besteht. Die Spezifitit der
Paarung ist das Prinzip, das jeder biologischen Informations-
ubertragung — Replikation, Rekombination, Transkription und
Translation — zugrundeliegt. Bei Bakterien und Viren ist die
Hybridisierung zwischen Sense-RNA und Antisense-RNA ein
hiufiger Mechanismus der Regulation oder Inhibierung der
Genaktivitat. Es wurde gezeigt, dafl sowohl Replikation als
auch Transkription bei Prokaryonten {iber solche Mechanismen
gesteuert werden! “*. Zur Steuerung der Replikation des
E.-coli-Plasmids ColE1 wird ein Sense-Antisense-RNA-Kom-
plex zwischen zwei komplementiren Schleifen gebildet!- 1. Die-
sen ersten Beobachtungen eines natiirlichen Mechanismus zur
Unterdriickung von genetischer Information iiber Nucleinsiu-
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ren folgte eine Dekade intensiver Erforschung der Méglichkei-
ten und Grenzen des Antisense-Ansatzes.

Antisense-RNA braucht nicht unbedingt iber Expressions-
vektoren verabreicht zu werden, sondern 1Bt sich auch in Form
kurzer synthetischer Oligonucleotide in Zellen injizieren. Au-
Berdem kann auch DNA verwendet werden, um die Proteinex-
pression effektiv zu hemmen, wie zuerst von Zamecnik und
Mitarbeitern gezeigt wurdel’-#. Messenger-RNA im unprozes-
sierten und im prozessierten Zustand ist nicht die einzige mogli-
che Zielverbindung; ein Eingriff in die Proteinexpression kann
im Prinzip auch auf dem Niveau des Gens erfolgen. Dieser An-
satz ist jedoch bisher weitgehend auf Homopurin-Zielsequenzen
beschrinkt. die mit dem Antisense-Strang einen Triplex bilden
konnen! "' Wirksamer kann die Genexpression durch Anti-
sense-RNA mit funktionellen Eigenschaften gesteuert werden,
z. B. durch trans-aktive Hammerkopf-Ribozyme, die eine Ziel-
sequenz nach UH (H = A, C, U) spalten kénnen, so daB sie
nicht nur deren Erkennung hemmen, sondern die Sequenz aktiv
abbauent 2 131,

Die in den unterschiedlichen Bereichen der Antisense-For-
schung in den letzten Jahren gesammelte Erfahrung weist auf
mehrere entscheidende Punkte hin. mit denen man sich beschaf-
tigen muB, wenn die Antisense-Methode bei der Therapie von
Krankheiten des Menschen angewendet werden soll. Diese Hin-
dernisse bei der Entwicklung von Antisense-Wirkstoffen wer-
den hier nur kurz angesprochen; die meisten Aspekte dieses
Themas wurden in einer Reihe ausgezeichneter neuerer Uber-
sichtsartikel und Biicher ausfiihrlich behandelt!** 331 Magli-
che Hindernisse fiir eine erfolgreiche Anwendung von Antisen-
se-Therapeutica sind die hiufig geringe Aufnahme in die Zelle
sowie die unzureichende chemische Stabilitdt natiirlicher und
chemisch modifizierter Oligonucleotide gegeniiber dem Abbau
durch einige Nucleasen. Ein modifiziertes Oligonucleotid, das
gegeniiber Nucleasen bestiindig ist und seinen Wirkungsort er-
reicht hat, kann vielleicht nicht in ausreichendem MaBe zwi-
schen einer gewihlten Zielsequenz und anderen Sequenzen un-
terscheiden. Weitere Komplikationecn konnen sich daraus
ergeben, dal die meisten modifizierten DNAs und RNAs keine
durch RNase H vermittelte Spaltung der mRNA induzieren34,
daB} die Faitung zellulirer RNAs zur Sekundar- und Tertiir-
struktur dic gewihlten Zielsequenzen unzugiinglich machen
kann und daf sich Antisense-Strang und Zielsequenz innerhalb
der Zelle an verschiedenen Orten befinden konnen.

Es wird erwartet, daB eine geeignete chemische Modifikation
von Oligonucleotiden dabei helfen kann, einige dieser Probleme
zu iiberwinden. Insbesondere konnen Modifikationen zu ver-
besserten Hybridisierungseigenschaften, verbesserter Bestin-
digkeit gegenliber Nucleasen und einem verbesserten Eintritt in
die Zelle fiihren. Angesichts der Struktur von DNA und RNA
ist eine Vielzahl chemischer Modifikationen am Phosphatriick-
grat, an den Zucker- und an den Baseneinheiten moglich. Zu
den Nucleinsdureanaloga (im folgenden auch kurz Analoga ge-
nannt) der ersten Generation, die auf der Modifikation dieser
drei Bestandteile beruhen, gehoren die Phosphorothioate 33301,
die Methylphosphonate®”> 381 und eine Reihe von O2-modifi-
zierten Nucleinsiuren®®~42, Die zur Zeit vorliegende Vielfalt
von Analoga ist iberwiltigend, und der interessierte Leser sei
hierzu z. B. auf die genannten Ubersichtsartikel!'* =331 ver-
wiesen.

Zu einer neueren Generation von Riickgrat-Modifikationen
gehoren 3'-Allylether und 3'-Allylsulfide™3), Amide™*, Ami-
ne™3  Kohlenstoffketten™®, Formacetale und Thioform-
acetale”*8] Guanidiniumbriicken'?!, §'-Methyl-DNA und
-RNAPY, Phosphoramidate!®!), Phosphorodithioate!>?!, Sulfi-
del®3, Sulfonamide®* und Sulfone!*®l. Die Modifikationen am
Zuckerteil beinhalten carbocyclische Verbindungen®®->7], L-2"-
Desoxyribosen®® und Hexosen®° ~ ¢!, Oligonucleotide, die an
C5 der Pyrimidinringe propinsubstituiert sind, sind im Hinblick
auf Anwendungen als Antisense-Verbindungen sehr vielverspre-
chend!®?! und die 1994 erstmals hergestellten Peptidnucleinsiu-
ren (PNA) gehdren zu den Analoga, die am stirksten von den
nativen Nucleinsduren abweichen®3,

Die grofie Zahl von Modifikationen steht in starkem Kontrast
zu den wenigen detaillierten Strukturuntersuchungen an Analo-
ga durch NMR-Spektroskopie in Losung oder mit Molecular-
Modeling-Rechnungen. Zu den bereits analysierten Ver-
bindungen gehdren amidverkniipfte DNA®* ¢35 Formacetal-
DNA®® 67 Thioformacetal-DNA!8],  harnstoffverkniipfte
DNA®1 Phosphorodithicat-DNA 701 2-0-Methyl-RNA "1,
2'-5-verkniipfte RNA[72) und ein PNA-RNA-[7?! sowie ein
PNA-DNA-Duplex!’*!. Auferdem wurde kiirzlich iiber die
Kristallstruktur eines dreistringigen Nucleinsiurekomplexes
berichtet, der aus einem Homopurin-DNA-Nonamer und zwei
liber sechs Aminosiuren miteinander verkniipften Homopyri-
midin-PNA-Nonameren besteht!”®). Es werden noch viele
Strukturuntersuchungen notwendig sein, um die thermodyna-
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Herbst 1995 als Assistant Professor an das Department of Molecular Pharmacology and
Biological Chemistry der Northwestern University Medical School, Chicago (USA), ging.
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mischen Daten von modifizierten Oligonucleotiden zu interpre-
tieren und zu einem Verstindnis des komplexen Zusammen-
spiels zwischen enthalpischen und entropischen Faktoren zu
gelangen, wobej unter anderem konformative Prdorganisation,
Hydratisierung, Salzkonzentration und Kooperativitit zu be-
rlicksichtigen sind(7® 771,

Neben der Suche nach therapeutisch einsetzbaren Antisense-
Verbindungen gab es in letzter Zeit Fortschritte bei der chemi-
schen Verinderung von DNA und RNA: daraus ergeben sich
zahlreiche Moglichkeiten, die Struktur von Nucleinsiu-
renl"® "I sowie Protein-Nucleinsiure-Wechselwirkungen niher
zu untersuchen!®%),

2. Die Strukturen von DNA und RNA

RNA unterscheidet sich von DNA durch die zusétzliche Hy-
droxygruppe an der 2'-Position der Ribose. Dieser scheinbar
geringfiigige Unterschied hat wichtige Folgen fiir die chemi-
schen Eigenschaften und die Struktur von RNA sowie fiir deren
biologische Rolle. DNA liegt normalerweise als Doppelstrang
vor, withrend RNA einzelstringig ist und komplexe Faltungs-
motive mit einer Vielzahl von Strukturelementen annehmen
kann, wie Doppelhelix-Bereiche, Ausbauchungen (mit unge-
paarten Basen), Haarnadelschleifen und Pseudoknoten!®!l,
DNA wird in zwei allgemeinen Klassen rechtsgingiger Duplexe
mit antiparalleler Orientierung der Stringe beobachtet: der
A- und der B-Form (Abb.1). Es sei allerdings daran
erinnert, daB3 Nucleinsduren polymorph sind und in weiteren,
nicht unbedingt doppelstrangigen stabilen Konformationen

Abb. 1. Oben: van-der-Waals-Darstellungen der beiden rechtsgingigen Grund-
konformationen der DNA-Doppelhelix {dic RNA-Doppelhelix nimmt eine A-Kon-
formation ein). Die Rénder der Basenpaare in der groBen Furche sind gelb und die
in der kleinen Furche hellblau dargestellt. Unten: axiale Projektionen der relativen
Anordungen von Basenpaar und Helixachse (rosa) bei A-DNA/-RNA (links) und
B-DNA (rechts).

Angew. Chem. 1996, 108, 20202036

vorliegen!®2!. Im folgenden beschrinken wir uns auf die Be-

schreibung von rechtsgingigen Duplexen von DNA- und RNA-
Analoga.

Doppelstrangige RNA nimmt ausschlieBlich die Konforma-
tion des A-Typs an und ist relativ wenig flexibel. Dagegen weist
doppelstringige DNA eine betrdchtliche konformative Poly-
morphie auf und kann in einer Reihe von Konformationen vor-
kommen, die sowohl Merkmale der A- als auch der B-Form
aufweisen. Diese werden unter anderem von der Basense-
quenz!®¥, vom Hydratisierungszustand®* ®>), von den Wech-
selwirkungen im Gitter einer bestimmten Kristallform!86~8%
sowie bei Protein-DNA-Komplexen vom Bindungsmotiv und
von der Wechselwirkungsfliche ! beeinfluit. Die Bestimmung
der Kristallstruktur von mehr als 100 DNA-Fragmenten{®! ~%4
und gut vier Dutzend Protein-DNA-Komplexen!®® =28 hat uns
ein detailliertes Bild von der DNA-Doppelhelix vermittelt.
Wihrend die Kristallstrukturanalyse unser Verstindnis von
Struktur und von der biologischen Funktion der DNA stark
vorangebracht hat, sind dhnliche Erfolge mit RNA wegen der
Schwierigkeiten bei der Herstellung hochreiner RNA-Proben
bisher — abgesehen von dem frithen Erfolg bei der Aufkldrung
der Struktur von tRNA — nicht erzielt worden.

Duplexe des A- und des B-Typs weisen sehr unterschiedliche
Topographien auf (Abb. 1). Die groBie Furche des A-Duplex ist
schmal und tief, die kleine Furche breit und flach. Beim B-Du-
plex ist die groBe Furche breit, aber weniger tief als die der
A-Form, und die kleine Furche ist schméler als die der A-Form,
jedoch dhnlich tief. Der A-Duplex hat einen gréB8eren Durch-
messer, und die Helixachse befindet sich innerhalb der grofien
Furche, wihrend sie beim B-Duplex durch die Mitte der Basen-
paare verlduft. Die beiden Duplexe unterscheiden sich noch
durch mehrere weitere Merkmale voneinander : Die Basenpaare
sind beim A-Typ zur Helixachse hin geneigt, beim B-Typ sind sie
mehr oder weniger senkrecht zur Achse angeordnet. Beim A-
Typ sind die benachbarten Phosphatgruppen eines Stranges ein-
ander niher als beim B-Typ (im Mittel 5.9 A, B-DNA 7 A,
Abb. 2). Diese Unterschiede in der Geéometrie sind eine direkte
Folge der konformativen Flexibilitdt der Zuckereinheit. Bei der
A-DNA liegen die Zuckerbausteine in der C3'-endo- und bei der

0
: -0 0—
- 220
1|) O

Jif H

on

A: C3-endo

Abb. 2. [dealisicrte ,.Diamantgitter—-Darsteliungen der Konformationen des Zuk-
ker-Phosphat-Riickgrates in Doppelhelices des A- und des B-Typs. Beziiglich der
Torsionswinkel «, fi, 7, d. ¢ und  liegen bei A-DNA und A-RNA die Konformatio-
nensc”,ap,se”, s¢ ap bzw. s¢” und bei B-DNA die Konformationen s¢ ™, ap, s¢*.
ap. ap bzw. s¢ vor. B = Nucleinsiure-Base.

B: C2-endo
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B-DNA in der C2'-endo-Konformation vor. Man
beobachtet auch ganz dhnliche Zuckerkonforma-
tionen, die durch Pseudorotation der Furanose
entstehen, die Gesamtkonformation aber nicht
wesentlich dndern.

Die Geometrie des Zucker-Phosphat-Riickgrats
von Oligonucleotiden kann durch sechs Torsions-
winkel, o, f, v, 6, & und {, beschrieben werden,
wobei der Winkel ¢ die Verdrehung um die C4'-
C3-Bindung der Ribose angibt (Abb. 2). In Du-
plexen des A-Typs entspricht & einer sc*-Konfor-
mation, in solchen des B-Typs einer ap-Konforma-
tion. Alle anderen Torsionswinkel liegen bei bei-
den Duplexen in denselben Bereichen. Leser, die
mit der Struktur von Nucleinsduren nicht vertraut
sind, seien beziiglich Nomenklatur und Definitio-
nen auf einen ausgezeichneten Ubersichtsartikel
von Kennard und Hunter!®!! sowie auf das Buch
von Saenger ber die Prinzipien bei Nucleinsiure-
strukturen®?! verwiesen.

3. Kiristallisation von Oligonucleotidanaloga

3.1. Wahl der Matrizensequenz und der Stellen
fiir den Einbau modifizierter Nucleotide

Ein entscheidender Schritt auf dem Wege zur
rontgenstrukturanalytischen Erforschung che-
misch modifizierter Nucleinsiduren ist die Gewin-
nung von Matrizensequenzen, von denen man
weil}, daB sie ausreichend gut beugende Kristalle
liefern (Auflosung typischerweise besser als
2.5 &), sowie die Bestimmung der Zahl und Lage
von Stellen fiir den Einbau eines bestimmten

HCGCGACA®CTCT®CGCQG)
rhomboedrische Kristatie mit Fehtordnung
Aufldsung ca. 5 A

dCGCGAPH AT TH G GCg)
rnomboedrische Kristaile mit Fehlordnung
Aufldsung ca. 5 A

(6] (e}
/ T s B
{
OH
o) O o

Bee

w

dCGCGAATTCGCQG)
natives DNA-Dodecamer

6]
B
0 B s
S
CH
] 0 3
OH
0 BMe

BOH

dCGCGAMATTMCGCG) dCGCGAATY T CGCQ)
rhorj}boedrische:ristalle mit Fehlordnung | kristalle ohne Fehlordnung (Mg2*, orthorhombisch, P2,2,2,
Auftosung ca. 5 2.3 A; Ca2*, thomboedrisch, RY/R32, 3 A}

A

B8 B B

Schema 1. Bestimmung der Positionen fiir den Einbau von carbocyclischen Nucleotiden in ein
B-DNA-Dodecamer [107] unter Erhaltung der Moglichkeit zur Zichtung von rontgenographisch
geeigneten Kristallen, Mit carbocyclischen 6'-a-Methyl-Thymidinen (T¢) in den Positionen 7 und
8 wurden zwei Kristallformen erhalten, wobei die orthorhombischen Kristalle mit denen des nati-
ven DNA-Oligonucleotids isomorph sind. Dies erdffnet die Moglichkeit, weitere carbocyclische
Analoga an diesen Stellen einzubauen, mit dem Ziel, gut streuende Kristalle zu ziichten, um dann
die resultierenden Strukturverdnderungen vergleichen zu kdnnen.

Nucleotidanalogons, das die Kristallisation nicht

beeintrichtigt. Wir haben solche Sequenzen und

die Stellen fiir den Einbau sowohl bei modifizierten DNA- als
auch RNA-Oligonucleotiden bestimmt. Schema 1 zeigt die Er-
gebnisse mit rontgenographisch unterschiedlich geeigneten Kri-
stallen einer B-DNA-Matrize mit carbocyclischen Nucleotiden.
Mit dem Dickerson-Drew-Dodecamer d(CGCGAATTCGCG)
wurden optimale Kristallisationsergebnisse erhalten, wenn die
carbocyclischen Analoga an den Stellen T(7) und T(8) eingebaut
waren. Das Dodecamer wurde urspriinglich wegen seiner in
iber 35 Fallen nachgewiesenen Mutationstoleranz und Gitter-
konservierung ausgewéhlt (NDB, Nucleic Acid Crystal Struc-
ture Data Base!!°%, Recherche Dezember 1994).

Es wird heute allgemein angenommen, daB die Bindung eines
RNA-Analogons an ein bestimmtes Teilstiick einer Messenger-
RNA hinsichtlich Stabilitdt und Selektivitdt vorteilhafter ist als
die entsprechende Bindung eines DNA-Analogons. RNA-
RNA-Duplexe sind betrdchtlich stabiler als die entsprechen-
den RNA-DNA-Hybride?®!l. Daher ist es wichtig, RNA-
Modifikationen in einer RNA- oder A-Form-Doppelhelix zu
untersuchen. Wir haben zwei Matrizensequenzen fiir den
Einbau von RNA-Analoga verwendet: das RNA-Octamer
r(CCCCGGGG)!H192:1931 ynd die A-DNA mit der Sequenz
d(GCGTATACGC)!!04- 1061,

2024

3.2. Kristallzucht

Viele der zum Ziichten der Oligonucleotidkristalle verwende-
ten Bedingungen sind einander erstaunlich dhnlich. In mehr als
90% der Fille sind Natriumdimethylarsinat-Puffer, Magne-
siumchlorid, Spermintetrahydrochlorid und das Fallungsmittel
2-Methyl-2,4-pentandiol (MPD) Bestandteile der Mutterlauge.
Es ist daher sinnvoll, zunichst zu versuchen, die Nucleinsdure-
analoga in Gegenwart dieser Komponenten zu kristallisieren.
Doch selbstverstandlich fithren solche bewidhrten Metho-
den!'98 1991 nicht immer zur Bildung von Kristallen. Die Bedin-
gungen fir das Ziichten von Proteinkristallen sind anders als die
bei Nucleinsiuren erheblich vielfdltiger. Mit den zur Untersu-
chung von Kristallisationbedingungen hiufig verwendeten
Sparse-Matrix-Screening-Verfahren!' 19! ist eine effiziente Er-
probung unterschiedlicher Puffer, Kationen und Fallungsmittel
moglich. Entsprechende Screen-Kits sind im Handel erhalt-
licht*'1: modifizierte Versionen wurden erfolgreich bei der Kri-
stallisation mittelgroBer und groBer RNAs eingesetzt!t!% 1131,

Zur Kristallisation von RNA-Doppelhelix-Fragmenten ha-
ben wir handelsiibliche Screen-Kits verwendet. Zwei Kristall-
formen des Octamers r(C,G,) konnten aus Puffern mit pH-Wer-
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ten zwischen 4.5 und 8.5 mit unterschiedlichen Fallungsmitteln
wie Ammoniumsulfat in hoher Konzentration, niedermolekula-
ren Polyethylenglycolen (PEGs) und MPD! %2 geziichtet wer-
den. Es wurde auch tber die erfolgreiche Verwendung von
niedermolekularen PEGs bei der Kristallisation von RNA-Oli-
gonucleotiden berichtet!!**1. Die rhomboedrischen Kristalle des
Octamers r(C,G,) beugen Rontgenstrahlen mit einer unge-
wdohnlich hohen Auflésung (besser als 1.5 A) und konnen auch
aus Losungen geziichtet werden, die zweiwertige Metall-Kat-
ionen (Mg2™, Ca?*, Zn?" usw.) in Konzentrationen von 100 bis
250 mm enthielten. Auf der Grundlage solch hochaufgeldster
Kristallstrukturen soflte eine Untersuchung der Bindung dieser
Tonen an die RNA méglich sein. Die besondere Anordnung von
(r(C,G,)],-Duplexen im rhomboedrischen Gitter zeigt fiir viele
Nucleotide keine Abstidnde, die einer dichtesten Packung ent-
sprechen. Daher ist die r(C,G ,)-Sequenz eine ideale Kristallisa-
tionsmatrize fiir RNA, die an mehreren Stellen modifiziert wur-
de. Versuche zur Kristallisation solcher modifizierter RNAs
sind derzeit im Gange. Dieses Beispiel zeigt, dal man sich nicht
nur auf klassische Kristallisationsbedingungen verlassen, son-
dern auch nach Alternativen suchen solite. Modifikationen ver-
dndern die physikalischen Eigenschaften von Nucleinsduren,
und um réntgenographisch geeignete Kristalle von Analoga zu
erhalten, wird man hdufig die typischen DNA-Kristallisations-
bedingungen entsprechend anpassen oder einen vollig neuen
Ansatz wahlen miissen.

3.3. Hydratisierung

Fiir ein tieferes Verstindnis der Art und Weise, wie Antisense-
Modifikationen die Struktur und Stabilitit von Nucleinséure-
fragmenten beeinflussen, ist es erforderlich, die Anderungen der
Hydratisierung, die durch die Modifikationen induziert werden,
sowohl auf globalem als auch auf lokalem Niveau zu bewerten.
Durch die Kristallstrukturanalyse konnen aber nicht nur die
Atomkoordinaten bestimmt werden, sondern auch die erste Hy-
dratationssphéire sowie die thermische Bewegung von Molekiil-
fragmenten und Wassermolekiilen ,sichtbar* gemacht werden.
Wenn Beugungsdaten mit atomarer Auflosung zur Verfiigung

stehen, kann die Hydratisierung der Molekiile in Kristallen sehr

eingehend studiert werden!* % 1**I. Durch Vergleich der Hydra-
tisierung eines Oligonucleotidfragments in kristallographisch
unterschiedlichen Umgebungen konnen konservierte Hydrati-
sierungsmuster erkannt werden, und durch Kristallisation mo-
difizierter Fragmente im Gitter der nativen Verbindung konnen
die durch die chemische Modifikation hervorgerufenen Unter-
schiede bei der Hydratisierung bestimmt werden.

Das ,,Hydratgeriist“ von B-DNA-Dodecameren weist ein
konserviertes Hydratisierungsmuster auf, bei dem die Phos-
phatriickgrat- und Basen-Atome in der kleinen Furche beteiligt
sind''1%- 217 Anhand der Kristallstruktur solcher Dodecamere,
in die nennenswerte Mengen an Nucleotidanaloga eingebaut
sind, welche die Topographie der kleinen Furche beeinflussen
(Schema 1, Tabelle 1), sollten die Verdnderungen der globalen
Hydratisierung deutlich werden, die durch diese Modifikatio-
nen verursacht werden, d.h. die Verdringung und der Ersatz
von Wassermolekiilen des Hydratgeriistes. Entsprechend sollten
anhand der Kristallstrukturen von Oligonucleotiden, in die ein-
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zelne modifizierte Nucleinsduren eingebaut sind, die Konse-
quenzen fur die lokale Hydratisierung untersucht werden kon-
nen. So lieferte der Einbau eines 2'-0-Methyladenosinrestes in
eine DNA-Matrize einige Erkenntnisse hinsichtlich der Hydra-
tisierung von 2’-O-methylierten Ribosen und der sich daraus
ergebenden auBergewOhnlichen Stabilitdt von RNAs, die am
2'-Sauerstoffatom methyliert sind!°9!,

3.4, Die Modifikationen

Chemische Modifikationen von DNA und RNA beeinflussen
verschiedene Bereiche in der Doppelhelix. In Tabelle 1 sind die
Positionen der ausgewihlten Zucker- und Basenmodifikationen
in den Furchen zusammengestellt. Zu den Nucleinsduremodifi-

Tabelle 1. Orte ausgewihlter Modifikationen von Zuckern und Basen im Duplex
(siche Abb. 1 und 2).

Position der Modifikation Ort

kleine Furche
kleine Furche
kleine Furche (Substituent ersetzt HR¢)
groBle Furche

C2' (Zucker)
O4' (Zucker)
C5' (Zucker) [50]
C5 (Base)

kationen, die wir bisher rontgenstrukturanalytisch untersucht
haben, gehoren Bicyclo-DNA, Sulfon-RNA, carbocyclische
DNA und 2'-O-methylierte RNA. Die mit jedem Analogon ver-
bundenen chemischen Verdnderungen sind in Abbildung 3 dar-
gestellt. Drei der Modifikationen betreffen den Riboseteil; in
Suifon-RNA ist dagegen die verbriickende, negativ geladene
Phosphatgruppe durch die neutrale Dimethylensulfongruppe
ersetzt. In den folgenden Abschnitten sind die Befunde aus Ein-
kristall-Rontgenstrukturanalysen fiir jedes dieser Nucleinsdure-
analoga zusammengefafit.

Sulfon-BRNA Bicyclo-DNA
O‘
0O~
~
O¢S\CH2 <

carbocyclische DNA
3 o
OCHj;

2'-OMe-RNA
Abb. 3. Vier Arten von DNA- und RNA-Analoga.
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4. Bicyclo-DNA

Priorganisation und geeignete Starrheit des Einzelstrangs
sind fiir die Bildung stabiler Duplexe entscheidend. Dies wurde
anhand der drastisch erniedrigten Schmelzpunkte 7, von Du-
plexen gezeigt, die sich aus dem Einbau offenkettiger Glycerin-
bausteine in Oligonucleotide ergeben!'!8! sowie anhand der
teilweise entropischen Stabilisierung bei Hexose-DNA-Duple-
xen!®) Die Méglichkeiten zur entropischen Stabilisierung der
Hybridisierung wurden in mehreren Féllen untersucht. Zu den
Modifikationen mit strukturell eingeschrinkten bicyclischen
Zuckern gehdren die neutralen internucleosidischen Ribo-
acetale! 2%, carbocyclische Bicyclo-Analogalt2!-122! sowie ein
DNA-Analogon mit einer Ethylenbriicke zwischen C3" und C5',
die Bicyclo-DNA (bcDNA, Abb. 3)!1231 Obwohl bei diesen
Analoga der Entropiebeitrag bei der Duplexbildung verringert
ist, war die Affinitét von Oligonucleotiden, die bicyclische Nu-
cleotide enthalten, zu DNA und RNA im Vergleich zu der der
nativen Oligonucleotide im allgemeinen geringer. Dies zeigt,
daB die Starrheit des Einzelstranges allein fiir die Bildung eines
stabilen Duplex nicht ausreicht, sondern daBl auBerdem die
Konformation des strukturell eingeschrinkten Nucleotids mit
der des Zielstranges im Duplex vereinbar sein muf.

Die Kristallstruktur eines zwischen C3' und C5' intranucleosi-
disch ethylenverbriickten, bicyclischen Analogons des Desoxy-
cytidyl-3'-5'-desoxycytidin-Dimers (Abb. 3) wurde rontgeno-
graphisch mit atomarer Aufldsung bestimmt!*2* 1251 [m Kri-
stall bilden zwei bcd(CC)-Striange einen parallelstringigen
Duplex, bei dem die Paarung iber hemiprotonierte C-C*-
Basenpaare erfolgt (Abb.4). Die Konformationen der
beiden Einzelstrdnge des Duplex weichen nur minimal vonein-

Abb. 4. Projektionen der [bed(CC)],-Doppelhelix mit paralleler Anordung der
Striinge entlang der Basenpaar-Ebenen (oben) und entlang der Helixachse (unten).
Phosphoratome sind (hier wie im folgenden) dunkelgrau, Sauerstoffatome hellgrau
und Wasserstoffbriicken als gestrichelte Linien dargestellt.
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ander ab; daher werden wir uns bei unserer Diskussion nur auf
die Konformation des bed(C(1)pC(2))-Dimers konzentrieren.

Der helicale Anstieg pro Basenpaar betrigt 3.4 A und die
rechtsgingige helicale Windung pro Basenpaar 34°. Die gepaar-
ten Basen sind leicht propellerartig verdreht (Abb. 4, oben).
Diese Anordnung fiihrt zu einer weitgehenden Uberlappung
zwischen Cytosinringen desselben Stranges, und die Carbonyl-
gruppen der Basen ecines Stranges stabilisieren den Duplex
durch Dipol-Dipol-Wechselwirkungen wahrscheinlich zusétz-
lich (Abb. 4, unten). Die bicyclischen Zuckereinheiten im Dimer
nehmen unterschiedliche Konformationen an. Die Desoxyribo-
seeinheit von C(1) liegt in der C1'-exo- und die von C(2) in der
C2'-endo-Konformation vor.

Die Konformationen der beiden Cytidinreste unterscheiden
sich auch durch die Torsionswinkel der glycosidischen Bindun-
gen: In beiden Fillen liegt zwar eine anti-Konformation vor,
doch unterscheiden sich die Torsionswinkel um etwa 40°
(Abb. 5). Wegen der konformati-
ven Heterogenitit der Reste im
Duplex ist es nicht mdglich, einen
parallelstringigen  poly(bcdC)-
poly(bcdC)-Duplex mit durchgén-
gigen Riickgraten und nur einem
Basenpaar als Wiederholungsein-
heit aufzubauen.

Die Struktur des bcDNA-Di-
mers weicht erheblich von der
Standardgeometrie von B-DNA
ab, was auf Unterschiede in den
Torsionswinkeln ff und y im Riick-
grat zuriickzufiihren ist. Dement-
sprechend liegt im bicyclischen
Zucker-Phosphat-Riickgrat eine
sc*- bzw. ap-Konformation vor,
wihrend in B-DNA und A-RNA
(bei der » in einer Variante mit ver-
ldngertem Rickgrat auch eine ap-
Konformation einnehmen kann) die Konformationen ap bzw.
sc* aufweisen. Die Aufweitung des Torsionswinkels y ist eine
direkte Konsequenz der Modifikation im Zuckergeriist der
becDNA.

Cytidin-reiche DNA kann eine vierstringige Anordnung bil-
den, die aus zwei miteinander verzahnten Duplexen besteht, die
itber hemiprotonierte C-C*-Basenpaare miteinander gepaart
sind' 28!, Bei diesem Intercalations-Motiv (i-Motiv) ist der Ab-
stand zwischen benachbarten Basenpaaren auf etwa 6.2 A ver-
grofBert, so dafl die Intercalation von Basenpaaren des zweiten
parallelstringigen Duplex moglich ist (Abb. 6). Bei dieser An-
ordnung tiberlappen nur exocyclische funktionelle Gruppen,
withrend die n-Elektronensysteme der Cytosinringe nicht direkt
an der Stapelung beteiligt sind. Daher scheinen die Dipol-Dipol-
Wechselwirkungen zwischen benachbarten C2=02-Carbonyl-
bindungen und zwischen benachbarten C4-N4-Bindungen sowie
C—H .- O4-Wasserstoffbriickenbindungen zwischen Desoxy-
ribosen der niher beieinander liegenden Zucker-Phosphat-Riick-
grate intercalierter Duplexe (Abb. 6) die hauptsichlichen stabili-
sierenden Faktoren zu seinf*27!. Beim i-Motiv sind benachbarte
Carbonylbindungen antiparallel zueinander ausgerichtet, wih-
rend sie im [bcd(CC)],-Duplex parallel sind (siche Abb. 4 und 6).

Abb. 5. Nucleosid-Konformatio-
nen in bed(CC). Die Nucleoside
C(1) und C(2) liegen mr der Ct'-
exo- (oben) bzw. C2'-endo-Kon-
formation (unten) vor. Die
Bindungen der Ethylenbriicke
zwischen C3' und C5 in bcDNA
sind als unausgefiillte Linien dar-
gestellt.
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Abb. 6. Der C(2)pC(3)-C(6)pC(7)-Basenpaar-Bereich in einer der beiden interca-
lierten [d(CCCC)],-Doppelhelices mit paralleler Anordnung der Stringe, betrachtet
parallel zu den Basenpaar-Ebenen (oben} und in Richtung der Helixachse (unten).
Das itercalierende C-C*-Basenpaar wurde in die axiale Projektion miteinbezogen.
und die Bindungen des C(3)-C{7)-Basenpaares sind als unausgefiillte Linien darge-
stellt.

*Etwa die Halfte der Desoxyriboseeinheiten im i-Motiv nimmt
Zuckerkonformationen des A-Typs an. Die VergréBerung der
Abstinde zwischen benachbarten Basenpaaren in axialer Rich-
tung ist durch lokale Verdnderungen der Torsionswinkel im
Riickgrat gekennzeichnet. So treten hidufig «- und y-Winkel fiir
ap,ap-Konformationen auf, ein Muster, das haufig bei DNA-
Wirkstoff-Komplexen im Bereich des Riickgrats an den Interca-
lationsstellen auftritt4),

Die Geometrie des Zucker-Phosphat-Rickgrats in bcDNA
unterscheidet sich von der in B-DNA und der im i-Motiv. Ob-
wohl der Zuckerteil durch die Ethylenbriicke starrer wird, fiih-
ren die eingefiihrten Struktureinschrdnkungen zu einer erhebli-
chen Abweichung der Strangkonformation von der eines
typischen B-Duplex, wodurch die Gewinne an entropischer Sta-
bilitdt zum Teil wieder verloren gehen. Bisher wurden noch kei-
ne rontgenographisch geeigneten Kristalle des nativen d(CC)-
Dimers erhalten. Moglicherweise ist fiir die Bildung eines stabi-
len intercalierten vierstringigen Motivs eine Cytidinsequenz mit
einer bestimmten Mindestlinge erforderlich. Vielleicht bildet
die parallelstrangige zwitterionische bcDNA-Doppelhelix eine
unabhidngige Paarungsstruktur, die bei Cytidin-reichen Oligo-
desoxynucleotiden nicht vorkommt.

5. Sulfon-RNA

Die Auswirkungen einer Entfernung der negativen Ladung,
die die Phosphodiester-Riickgrate in DNA und RNA tragen,
auf die Struktur der Doppelhelix wurde bisher kaum untersucht.
In Duplex-DNA fiihrt die Anordnung negativ geladener Phos-
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phatreste entlang des Riickgrats zu einer symmetrischen La-
dungsverteilung. Eine Storung dieses ausgewogenen Zustands
durch Neutralisation der negativen Ladungen auf einer Seite der
DNA fithrt dazu, daB sich die DNA zu dieser Seite hin
krimmt{"®-128], Bei B-DNA kann man erwarten, daB die Ver-
formung bei Neutralisation der Ladungen der Phosphatreste
auf einander gegeniiberliegenden Seiten der engen, kleinen Fur-
che ausgeprigter ist als bei Neutralisation der Ladungen der
Phosphatreste in der breiten, groBen Furche.

Da zu erwarten ist, daB im Vergleich zu DNA und RNA
lipophilere Spezies besser in die Zelle gelangen, wurden mehrere
nichtionische Nucleinsidureanaloga entwickelt. Uberdies konnte
die fehlende LadungsabstoBung zwischen Phosphatresten bei
Duplexen, die eine ungeladene Spezies sowie RNA enthalten, zu
einer erhohten Bindungsstabilitdt solcher Analoga im Vergleich
zu der von DNA und RNA fiihren. Die Methylphosphonate
waren die ersten ungeladenen Nucleinsdureanaloga. Der Ersatz
eines der nichtverbriickenden Phosphatsauerstoffatome durch
eine Methylgruppe fiihrt jedoch zu Diastereomeren. Die Di-
methylensulfongruppe ist ein nahezu iso-sterischer, neutraler
und achiraler Ersatz fiir die Phosphatgruppe der DNA
(Abb. 3)53:1291 Kiirzlich wurden Methoden zur Synthese von
Dimethylensulfon-verbriickter RNA entwickelt!!3%, Die Fol-
gen der Entfernung der Ladung fiir die Struktur der RNA-Dop-
pelhelix wurden anhand der Kristallstruktur des Dimethy-
lensulfonverkniipften Ribodinucleotidanalogons r(G-SO,-C)
analysiert!!*'t: Dabei zeigte sich, daB das neutrale RNA-Analo-
gon die Struktur eines relativ regelmiBigen Teils einer rechts-
gangigen Doppelhelix des Watson-Crick-Typs annimmt (Abb. 7).
Insgesamt ist dieser Duplex dem des natiirlichen r(GpC)-RNA-
Dimers sehr dhnlich. Zwar erscheint der Dimethylensulfon-
RNA-Duplex auf den ersten Blick breiter, doch unterscheiden
sich die S-S- und P-P-Abstinde zwischen den Stringen in den
Duplexen tatsiichlich nur um 0.3 A. Die Achsen der Riickgrate
im Dimethylensulfon-RNA-Duplex sind allerdings stirker in
Richtung der Ebenen der Basenpaare geneigt als die in
[[(GpC)],. Dies geht mit einer ausgeprigten gegenseitigen Ver-
schiebung von Basenpaaren in [r(G-SO,-C)}],, mit einem gleich-
zeitigen Verlust von Uberlappung zwischen den aromatischen
Ringen aufeinandergestapelter Basen sowie mit einem etwas

Sulfon RNA

Abb. 7. Darstellungen der dureh das nichtionische Dimethylensulfon-RNA-Ana-
logon r(G-SO,-C) und das natiirliche RNA-Dimer r(GpC) gebildeten Doppelheli-
ces [132,133]. Oben sind jeweils Projektionen mit Blick in die kleine Furche. unge-
fihr entlang der kristallographischen zweizihligen Rotationsachse, wiedergegeben,
unten Projektionen entlang der Normalen zur Ebene der oberen Basenpaare (griin).
Die Schwefelatome sind gelb und die Phosphoratome orangelarben dargestellt.
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kleineren Stapelabstand im Sulfon-Duplex (3.4 A) im Vergleich
mit dem im Phosphat-Duplex (3.68 A) einher. Neben diesen
Verdnderungen ist auch die helicale Windung in [r(G-SO,-C)l,
im Vergleich zu der in [r(GpC)], um etwa 14° kleiner, was an-
hand des Winkels zwischen den glycosidischen Bindungen der
Guanosin- und Cytidinreste bei beiden Dimeren zu erkennen ist
(Abb. 7, unten links und rechts).

Nach einer sorgfiltigen Betrachtung der moglichen Griinde
fur die Strukturverinderungen beim Dimethylensulfon-RNA-
Duplex scheint hierfiir nicht so sehr die fehlende Ladung ent-
scheidend zu sein, sondern vor allem die Tatsache, daf} die ver-
briickenden Sauerstoffatome der Phosphatgruppen durch
Methylengruppen ersetzt sind. Bemerkenswerterweise liegen al-
le Torsionswinkel des Zucker-Sulfon-Riickgrats innerhalb der
fiir einen Duplex des A-Typs zu erwartenden Bereiche!'3!3. Bei-
de Riboseeinheiten liegen weitgehend in der Standard-C3'-endo-
Konformation vor, und die glycosidischen Bindungen weisen
anti-Konformation auf. Der bei natiirlichen Nucleosiden
zwischen O3’ und O4' auftretende gauche-Effekt fehit bei 3'-
CH,-substituierten Ribonucleosiden, was die C3'-endo-Konfor-
mation stabilisieren wiirde. Um aber die Methylengruppe unter-
zubringen, die O5 ersetzt, ist eine Anpassung der Nucleotid-
konformation erforderlich (Abb. 8: die Kohlenstoffatome der
Dimethylensulfongruppe werden mit C3” bzw. C6' bezeichnet).
So besetzt das H®*-Wasserstoffatom an C6' ungeféhr die Posi-
tion, die im Standard-Phosphatriickgrat von Duplexen der A-
Form von O3 eingenommen wird. Dies wird durch leichte Ver-
dnderungen der Zuckerkonformation erreicht, und zwar insbe-
sondere dadurch, daB3 der Winkel § auf beinahe 90° gedffnet
wird, so daf3 die C4'-C5'- und die C1'-N1-Bindung in bezug auf
den Ribosering stirker dquatorial angeordnet sind. Dariiber
hinaus kann durch die aus-
geprigte antiperiplanare
Konformation an der gly-
cosidischen Bindung die
Wechselwirkung zwischen
dem H¥e-Atom an C6' und
dem Wasserstoffatom an
C6 minimiert werden.

Die genannten Verédnde-
rungen der relativen Lage
von Zucker und Base so-
wie der Unterschied zwi-
schen der P-O- und der
etwa 0.2 A lingeren S-C-
Bindung tragen entschei-
dend zur verdnderten rela-
tiven Verschicbung der
Basen in [r(G-SO,-C)],
bei. Da die C6'-S-Bindung
parallel zu den Watson-
Crick-Wasserstoffbriicken
ausgerichtet ist {(Abb. 7),
ist die ausgeprdgte Ver-
schiebung im wesentlichen
auf C6 und weniger auf
C3” zuriickzufiihren. Die
geringere Verdrehung im
Dimethylensulfon-Duplex

Abb. 8. Konformation von Cytidin in der
Dimethylensuifon-Doppelhelix [r(G-SO,-
C)], (oben) und in der nativen [r(GpC)],-
Doppethelix (unten). Die gepunkieten Li-
nien markieren die Abstinde zwischen H6
und H6*®¢ bei der Dimethylensulfon-
Doppelhelix (2.21 A) sowie zwischen H6
und O5 bei der nativen Doppelhelix
(2.34 A). Man beachte die etwas unter-
schiedlichen Ribose-Konformationen der
beiden Nucleotide. Das Schwefelatom ist
schwarz und das Phosphoratom dunket-
grau dargestellt, die S=0- und S—CH,-
Bindungen sind als unausgefiilite Linien
wiedergegeben.
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ist sehr wahrscheinlich eine Folge des Unterschieds zwischen
den Bindungswinkeln S-C6’-C5" (111%) und P-O5'-C5 (120°;
Abb. 7, unten). Wegen des kleineren Winkels in [r(G-SO,-C)],
ist das C(2)-G(3)-Basenpaar (griin) nach hinten, iber das G(1)-
C(4)-Basenpaar (blau) hinaus gedreht.

Wegen der nahezu identischen Konformationen der Nucleosi-
de im Dimethylensulfon-Dimer kann ein verlangerter Oligonu-
cleotid-Duplex mit einer helicalen Windung und einer Steigung
wie in [r(G-SO,-C)], aufgebaut werden. Ein Vergleich zwischen
einem solchen Duplex und einem Standard-A-RNA-Duplex ist
in Abbildung 9 gezeigt. Der Sulfon-RNA-Duplex weist etwa

Sulfon RNA

2

g

” : —d
S0 -
TP

Abb. 9. Projektionen einer vollstindigen Windung einer Sulfon-RNA-Doppelhelix
(zur Konstruktion des 17mers ging man von der Konformation der {r(G-80,-C)],-
Dimer-Doppelhelix aus) und einer Standard-A-RNA gleicher Linge senkrecht zur
Helixachse (oben) sowie entlang der Helixachse (unten). Die Riander der Basenpaa-
re in der groBlen Furche sind weiB und die in der kleinen Furche hellblau, die
Schwefelatome sind gelb und Phosphoratome orangefarben dargestellt.

17 Basenpaare pro helicaler Windung (11 Basenpaare pro Win-
dung in A-RNA) auf und ist durch einen im Vergleich zu RNA
50% groBeren Durchmesser sowie durch einen zylinderformi-
gen Hohlraum entlang der Helixachse gekennzeichnet. Die tiefe,
grofe Furche der A-RNA ist im Sulfon-Duplex stark aufgewei-

" tet, und der Abstand zwischen den Schwefelatomen in gegen-

iiberliegenden Strangen dieser Furche ist auf etwa 15 A, unge-
fahr das Dreifache des Wertes fiir die Phosphatgruppen bei
RNA, vergrofert. Die Verdnderungen bei der kleinen Furche
sind im Vergleich hierzu viel geringer.

Man mdge jedoch bedenken, daf} die recht drastischen topo-
graphischen Unterschiede zwischen Sulfon-RNA und RNA, die
aus der Bestimmung der Struktur des [r(G-SO,-C)],-Duplex
hervorgehen, vielleicht nur dem unginstigsten Fall entsprechen.
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Der Einbau eines kurzen Segments Sulfon-RNA in ein natives
oder in ein auf andere Weise modifiziertes RNA-Oligonucleotid
konnte weniger weitreichende Folgen fiir die Konformation ha-
ben. Genauso kénnten die groBere Verschiebung und die kleine-
re Verdrehung zwischen Basenpaaren in Sulfon-RNA zu einer
verbesserten Stapelung zwischen den Purinringen zweier
Strange aus 5'-Pyrimidin-Purin-3'-Einheiten und damit zu einer
hoheren Stabilitdt fiihren. Derzeit werden DNA/Sulfon-DNA-
und RNA/Sulfon-RNA-Oligonucleotid-Chimére synthetisiert,
und es wird interessant sein, die Auswirkungen des Einbaus
Dimethylensulfon-verkniipfter Dimere in Standard-Oligonucleo-
tide auf die thermodynamische Stabilitdt zu untersuchen sowie
die entsprechenden Strukturen zu analysieren.

Die Folgen des Ersatzes von O5' durch eine Methylengruppe
fitr die Konformation wurden am r(UpcA)-5"-Desoxy-5'-phos-
phonomethylen-Dimer!*** und an den r(A-(pcA)g-pcA)-5-
Desoxy-5'-phosphonomethylenadenosin-Decameren!!?®!  unter-
sucht. Circulardichroismus-Untersuchungen!'** ergaben, dal3
die eingebaute Methylengruppe die Stapelung im Dimer unter-
bindet. Triplexe, die das obige 5'-modifizierte Homo(A)-Deca-
mer mit zwei r(U),,-Strdngen bildet, sind allerdings dhnlich
stabil wie die der natiirlichen RNA-Oligonucleotide. Diese
widerspriichlichen Befunde k6nnen mit den unterschiedlichen
Léingen und Sequenzen der untersuchten Verbindungen zusam-
menhéngen. Wahrscheinlich sind dariiber hinaus die Folgen des
Ersatzes von O5' durch eine Methylengruppe fiir die Konforma-
tion der Purin- und die der Pyrimidinnucleoside unterschiedlich.
So kann die Methylengruppe moglicherweise leichter in der
Nachbarschaft von H8 des Adenosinrestes untergebracht wer-
den als im Falle von [r(G-SO,-C)], in der Nachbarschaft von H6
des Cytidinrestes (Abb. 8). Da sich die S-C- und die P-C-Bin-
dungsldngen nur minimal unterscheiden, ist es unwahrschein-
lich, daB die Phosphonomethylen- und die Dimethylensulfon-
Briicke zu sehr unterschiedlichen Stapelungen fithren. Weiterhin
kénnte eine vermutlich etwas schwiéchere Stapelwechselwirkung
innerhalb eines Stranges, wie bei [1(G-SO,-C)], festgestellt, die
Stabilitdt von Doppel- und Tripelhelices mit einem Homopurin-
strang (z. B. dem oben genannten Oligo-5'-desoxy-5'-phospho-
nomethylenadenosin) weniger stark beeinflussen als die von
Doppel- und Tripelhelices aus gemischten Sequenzen mit Purin-
und Pyrimidinbasen. Vor kurzem wurde iiber die Synthese eines
Thymidin-Dimers, das eine Phosphinatobriicke zwischen Nu-
cleosiden enthilt (O5 sowie O3’ durch Methylengruppen er-
setzt), und seinen Einbau in Oligonucleotide berichtet!'3°!. Be-
merkenswerterweise fithrte die Hybridisierung einer DNA, die
zehn aufeinanderfolgende Phosphinato-verbriickte Nucleotide
aufweist, und ihres RNA-Komplements zu einer Erniedrigung
des Schmelzpunkts im Vergleich zu dem des nativen Hybrids
von etwas weniger als 2 Grad pro Modifikation. Es bleibt abzu-
warten, wie sich der zusétzliche Ersatz der negativ geladenen
PO; -Gruppe durch die SO,-Gruppe auf die Affinitit der RNA
auswirkt.

Die Kristallstruktur des r{A-SO,-U)-Dimers in einzelstringi-
gem Zustand sowie der Vergleich seiner Konformation mit der
des r(G-SO,-C)-Stranges im Duplexzustand haben etwas Licht
auf die Konformationsumordnungen geworfen, die — in diesem
besonderen Fall — beim Ubergang vom Einzelstrang zum Du-
plex erforderlich sind!**7). Das einzelstringige Dimer liegt in
einer gestreckten Konformation vor, wobei alle Torsionswinkel
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des Zucker-Sulfon-Riick-
grats (auBer §) einer ap-
Konformation  entspre-
chen. Interessanterweise
liegen die Riboseeinheiten
im r(A-SO,-U)-Dimer in
der C2-exo-Konforma-
tion vor (Abb. 10). Wegen
der ap-Konformation be-
ziliglich des Winkels 7y ist
eines der Wasserstoffato-
me an C5' stirker in Rich-
tung der S-Fliche des Ri-
boseringes gedreht. Eine
normale C3'-endo-Konfor-
mation der Ribose, wie
man sie im Duplex findet,
wilrde zu einer unginsti-
gen sterischen Wechselwir-
kung zwischen diesem
Wasserstoffatom und H3’
fiihren. Dies wird durch
,,Herunterbiegen** des C3'-
Atoms der C4'-C3-C2-
Einheit in der Ribose ver-
mieden (Abb. 10). Eine
Anderung von o und y un-
ter Bildung einer sc *-Kon-
formation kdnnte zu eciner
C3'-endo-Faltung der Ribose fithren, und durch eine zusitzliche
Drehung um { witrde dann aus der gestreckten, einzelstringigen
Konformation von r(A-SO,-U) eine gestapelte Anordnung dhn-
lich der im [1(G-S0O,-C)},-Duplex des A-Typs.

Abb. 10. C3¥-endo-Konformation von

Cytidin in [({(G-SO,-C)], (oben) und C2'-
exo-Konformation von Uridin im r(A-
S0,-U)-Einzelstrang  {unten). Die ge-
punkteten Linien markieren die Abstinde
zwischen H% von C6’ und H3 von Cyti-
din (2.16 A) sowie zwischen H®¢ von C5
und H3' von Uridin (2.35 A). Man beach-
te die unterschiedlichen Konformationen
beziiglich des Torsionswinkels y in den
beiden Nucleotiden. Eine C3'-endo-Kon-
formation von Uridin wiirde zu einer un-
giinstigen Wechselwirkung zwischen H3’
und dem HZ®e-Wasserstoffatom von C5'
fithren. Das Schwefelatom ist schwarz
dargestellt.

6. 6 -a-Substituierte carbocyclische DNA

Bei carbocyclischen Analoga ist das 4-Sauerstoffatom des
natiirlichen Furanosylnucleosids durch eine Methylengruppe
ersetzt (Abb. 3, Schema 1). Das Entfernen des elektronenzie-
henden 4'-Sauerstoffatoms der Furanosyleinheit hat eine erheb-
liche Wirkung auf die Basizitdt des Pyrimidinrings. Das carbo-
cyclische Analogon von 5-Methyl-2'-desoxycytidin weist einen
hoheren pK,-Wert auf als die Stammverbindung, und entspre-
chende Oligonucleotide bilden sehr stabile Triplexe vom Pu-Py-
Py-Typ, bei denen eine Protonierung von Cytidin im dritten
Strang erforderlich ist!*!. AuBerdem l&Bt sich die hohere Stabi-
litdt, die durch carbocyclische Reste im Pyrimidinstrang vermit-
telt wird, auf das Fehlen abstoBender Wechselwirkungen zwi-
schen Phosphatresten des Purinstranges und den 4'-Sauerstoff-
atomen des in der groflen Furche gebundenen dritten Stranges
zuriickfithren!?>). Carbocyclische Analoga sind gegeniiber einer
enzymatischen Spaltung der glycosidischen Bindung bestindi-
ger!1381,

Obwohl Oligonucleotide, die unsubstituierte carbocyclische
Bausteine enthalten, giinstige RNA-Bindungseigenschaften
aufweisen, reicht die erhohte Stabilitit gegeniiber einem Ab-
bau durch Nucleasen fiir biologische Anwendungen vermutlich
nicht aus'?%), Oligonucleotide, die carbocyclische Analoga mit
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z-Substituenten an der CH,-Gruppe (C6', Abb. 3) enthalten,
erwiesen sich als resistenter gegeniiber enzymatischem Ab-
baul®71. Die Analoga mit der stiirksten Abnahme der Stabilitéit
des DNA-RNA-Duplex sind jedoch gerade die, die gegeniiber
Nucleasen am bestidndigsten sind. Nach den bisher gesammelten
Befunden zur Stabilitit von DNA-Homo- und DNA-RNA-
Heteroduplexen, die carbocyclische Oligonucleotide enthalten,
ist keine der Konformationen des Cyclopentanrings merklich
bevorzngt. Stattdessen ist er wegen fehlender stereoelektroni-
scher Einfliisse auf die Konformation der Furanosyleinheit viel
flexibler, was dazu fiihrt, daB} carbocyclische Nucleotide unter-
schiedliche, durch den Duplex induzierte Geometrien einneh-
men konnen.

Um die Konformationsmerkmale carbocyclischer Nucleo-
tide zu beurteilen, haben wir drei unterschiedliche carbo-
cyclische Analoga — sowoh] solche mit als auch eines ohne
6'-g-Substituenten - in die Dickerson-Drew-Matrizensequenz
d(CGCGAATTCGCG) eingebaut (Schema 1). Von allen vier
bisher synthetisierten, modifizierten Stringen konnten Kristalle
geziichtet werden, die abgesehen von einem Fall rontgenogra-
phisch wenig geeignet waren. Unseres Wissens wurde die rhom-
boedrische Raumgruppe von Kristallen carbocyclischer Dode-
camere bei keinem der zahlreichen, in den letzten 15 Jahren
kristallisierten Varianten der Dodecamersequenz beobachtet.
Mehr als 30 Dodecamere des d(CGCxyyyyzGCG)-Typs (x = G,
A T.y= A, T.z=C, A, T), die entweder verinderte Sequen-
zen aufwiesen, chemisch modifiziert worden waren oder als
Komplexe mit in der kleinen Furche gebundenen Wirkstoffen
vorlagen, kristallisierten sdmtlich wie auch das native Dodeca-
mer in der orthorhombischen Raumgruppe P2,2,2,%°7) Es ist
bemerkenswert, dafl eine geringfligige chemische Modifikation,
wie der Ersatz von O4’ durch CH,, bei einigen wenigen Nucleoti-
den des Dodecamers, dazu fiihren kann, dal3 dieses im Kristall
eine andere Packung aufweist, dic moglicherweise die Konfor-
mation der DNA beeinfluBt.

Die Kristallstruktur von d(CGCGAATMTMCGCQG). das
zwel carbocyclische 6'-z-Methylthymidinreste enthilt, wurde
mit einer Aufldsung von 2.5 A bestimmt 391, Die Struktur ist zu
der des unmodifizierten Dodecamers isomorph, und die vier
modifizierten Nucleotide pro Duplex nehmen Konformationen
an, die mit denen einer B-DNA vercinbar sind. Von den 20
Zuckereinheiten der nativen Struktur (terminale Reste sind
nicht beriicksichtigt) Hegen zehn in der C1'-exo-, sieben in der
C2'-endo-, zwet in der O4’-endo- und eine in der O4’-exo-Konfor-
mation vor'*%- 1411 Die Zuckereinheiten der Reste T(7) und
T(8) weisen die O4'-endo- bzw. C1'-exo-Konformation auf, wih-
rend sie im modifizierten Dodecamer in der C2'-endo- bzw. C1'-
exo-Konformation vorliegen (Abb. 11). Im zweiten Strang neh-
men die Zuckerbausteine von T(19) und T(20) im nativen
Dodecamer beide die C1'-exo-Konformation an, wihrend die
von TM¢(19) und T™¢(20) im modifizierten Duplex die C2'-endo-
bzw. C1-exo-Konformation bevorzugen. Die carbocyclischen
Reste verursachen also nur sehr geringfiigige Abweichungen
von der Standard-Geometrie des Desoxyoligonucleotid-
Duplex, und die Cyclopentanringe passen sich den geometri-
schen Anforderungen des Furanosyl-Phosphat-Riickgrats gut
an. Dies ist ein Hinweis darauf, daB die Konformation des Cy-
clopentanrings unsubstituierter und 6'-z-substituierter carbocy-
clischer Nucleotide nicht festgelegt ist und sich an unterschied-
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Abb. 11. Konformationen der vier carbocyclischen 6'-a-Methyl-Thymidinreste in
[d(CGCGAATMTMCGCG)],: T(8) (C2'-endo, oben links), T(9) (C1'-exo, oben
rechts). T(19) (C2-endo. unten links) und T(20) (C1'-e.xo. unten rechts). Die C6'-
C7'-Bindungen sind als unausgefiillte Limen dargestelli.

lichste geometrische Gegebenheiten anpassen kann, die durch
die RNA- oder DNA-Riickgrate festgelegt werden.

In [d(CGCGAATTCGCG)], werden N3 oder N2 von Gu-
anin, N3 von Adenin und O2 von Cytosin sowie Thymin vom
jeweils anderen Strang in der Mitte der kleinen Furche durch
siecben Wassermolekiile der ersten Hydratationssphire ver-
briickt, so dal diese zwei benachbarte Basenpaare liberspannen
(Abb. 12, links). Dariiber hinaus koordinieren sechs Wasser-
molekiile der zweiten Hydratationssphére die der ersten Hydra-
tationssphéire, die somit nahezu tetraedrisch koordiniert
sind!*®1 Die 4'-Sauerstoffatome der Ribose in der kleinen
Furche stabilisieren das Hydratgerist entweder iber Wasser-
stofforiickenbindungen oder die durch sie geschaffene polare
Umgebung!!!™. Es ist iiberraschend, wie wenig die Methyl-
gruppen der carbocyclischen Thymidineinheiten im mittleren

Abb. 12. Hydratisierung der kleinen Furche in den B-DNA-Doppethelices
[(d(CGCGAATTCGCQG)], (links) und [d(CGCGAATMTMCGCG)], (TM =
carbocyclisches 6'-a-Methyl-Thymidin: rechts). Wassermolekiile sind als hellblaue
Kugeln dargestellt und die CH,-Kohlenstoffatome der a-Substituenten in den modi-
fizierten Thymidinresten als gelbe. Das Hydratgeriist ist als Kette aus Wassermole-
kiilen der ersten und zweiten Hydratationssphéren erkennbar, dic sich entlang der
kleinen Furche der modifizierten Doppelhelix windet. Beim nativen Dodecamer
wird der Blick auf den zentralen Teil des Ruckgrates durch Wassermolekiile hdherer
Hydratationssphéren etwas verdeckt.
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Bereich des modifizierten Duplex die erste Hydratationssphire
beeinflussen: Wie im nativen Dodecamer verbriickt ein Wasser-
molekiil die O2-Atome der Reste TM*(7) und T™¢(19) (Abb. 12,
rechts). Dieses Wassermolekiil wird durch die vier Methylgrup-
pen vom dufleren Teil der kleinen Furche abgeschirmt, von de-
nen sich eine in einem Abstand von 3.12 A zum Wassermolekiil
befindet. Zwei Wassermolekille, die dieses Wassermolekiil flan-
kieren und die die Reste TM*(8) und A(18) bzw. A(6) und
T™#(20) verbriicken, sind ebenfalls konserviert, wie auch das
gesamte Hydratisierungsmuster am Grund der kleinen Furche
sehr dhnlich ist. Der von den Methylgruppen in der Mitte der
kleinen Furche gebildete lipophile Bereich fithrt zu einer Ver-
dringung der beiden Wassermolekille der zweiten Hydrata-
tionssphdre, die in [d(CGCGAATTCGCG)], die drei Wasser-
molekiile im Zentrum der kleinen Furche miteinander verkniip-
fen. Im B-DNA-Duplex stehen die Vektoren, die durch die 6'-a-
Methylkohlenstoffatome der Reste T™%(7) und T™¢(20) sowie
durch die entsprechenden C-Atome von TV(8) und T™¢(19) de-
finiert werden, ungefihr senkrecht zur Lingsrichtung der klei-
nen Furche, und die Abstidnde zwischen den van-der-Waals-
Oberfliachen der Methylgruppen dieser Reste lber die Furche
hinweg betragen 1.21 bzw. 0.87 A (der van-der-Waals-Radius
einer Methylgruppe wurde mit 2 A angesetzt). Die entsprechen-
den Abstinde zwischen den Methylgruppen von T™¢(7) und
TM¢(8) sowie zwischen denen von T™*(19) und T™¢(20) betragen
1.03 bzw. 0.53 A.

Anhand dieser Struktur wird deutlich, daB 6’-a-substituierte
carbocyclische Nucleotide dhnliche konformative Konsequen-
zen haben wie die Furanosyl-Nucleotide in einem Duplex des
B-Typs. Der Einbau isolierter 6'-a-methylierter Bausteine in
DNA konnte den Duplex durch Verzerrung des globalen Hy-
dratisierungsmotivs destabilisieren. Zusammenhédngende Ab-
schnitte von zehn 6-x-methylierten carbocyclischen Pyrimidi-
nen fithrten hingegen zu etwas héheren Schmelztemperaturen
des Duplex pro eingebautem Rest im Vergleich zu denen nach
Einbau isolierter Nucleinsdureanaloga (AT, =—1.3 bzw.
—1.7 Grad, bezogen auf komplementiire DNA)!!3%: 1421 Djese
kooperative, relative Stabilitidtserhdhung kann auf die Freiset-
zung von Wassermolekiilen in der Ndhe der Methylsubstituen-
ten und auf die kleinen Abstinde zwischen den van-der-Waals-
Oberflichen der Methylgruppen benachbarter Reste cines
Stranges zuriickgefiihrt werden.

7. 2’-O-Methylierte RNA

2'-0O-Alkylierung°-©2- 143l ynd 2’-Alkylsubstitution'4#! fiih-
ren zu Oligonucleotiden mit erhohter metabolischer Stabilitét.
Heteroduplexe aus 2'-O-alkylierter RNA und natiirlicher RNA
sind stabiler als solche aus DNA und RNA, wobei kleinere
Substituenten wie Methyl, Ethyl und Allyl in hoherem Mafe
stabilisierend wirken als lingerkettige Alkylgruppen®-421. Die
2’-Hydroxygruppe der RNA trdgt zur thermodynamischen Sta-
bilitdt des RNA-Duplex bei und zwar sowohl enthalpisch durch
eine Verbesserung der Hydratisierung als auch entropisch durch
eine konformative Priorganisation der Ribose.

Die hochaufgeloste Kristallstruktur des A-RNA-Duplex
[(C,G 1,0 und der Vergleich mit der Kristallstruktur des
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A-DNA-Duplex mit gleicher Sequenz!#5 14¢] lieferten Hinwei-
se fiir die auBergewdhnliche Hydratisierung des RNA-Duplex
an den 2'-Hydroxygruppen in der kleinen Furche (Abb. 13).

Abb. 13. Hydratisierung der 2'-Hydroxygruppen in der kleinen Furche der RNA-
Doppelhelix [((C,G,)],. Jedes der Wassermolekiile (hellblau, teilweise verdeckt)
befindet sich in einer Entfernung von weniger als 3.4 A von einem 2'-Sauerstoffatom
(rot). Die Phosphoratome sind orangefarben, die iibrigen Ribose-Phosphat-Riick-
grat-Atome gelb und die Basen-Atome griin dargestellt.

Diese bilden Wasserstoffbriickenbindungen mit durchschnitt-
lich zwei Wassermolekiilen und fungieren auBerdem in einigen
Féllen als Donoren in einer Wasserstoffbriicke zum 4'-Sauer-
stoffatom der in 5" — 3’-Richtung benachbarten Ribose.

Die thermodynamischen Daten der Hybridisierung wurden
fiir r(C,G,) und d(C,G,) aus den Daten temperaturabhingiger
UV-spektroskopischer Messungen berechnet (Tabelle 2). Die

Tabelle 2. Thermodynamische Daten von r{C,G,) und d(C,G,) auf der Basis tem-
peraturabhéngiger UV-Hyperchromie-Messungen [a].

Oligomer T, °C] AG AH —T-AS
fkcalmol ™) [kcalmol ] [kcalmol 1]

d(C,G,) 44.6 —8.4 —54.0 1456

r(C,Gy) 70.1 —15.5 —85.1 +69.6

[a] Die T,-Werte wurden in 10 mM Natriumdimethylarsinat (pH =7), 100 mmM
NaCl und 0.1 mm Ethylendiamintetraessigsdure bei Strangkonzentrationen von
8.2 um gemessen. Die thermodynamischen Daten sind {lir 37°C angegeben.

hohere thermodynamische Stabilitit der Duplexbildung bei
RNA im Vergleich zu der bei DNA beruht, was vielleicht iiber-
rascht, nicht auf einem giinstigeren Entropicterm infolge der
konformativen Priorganisation des Ribose-Phosphat-Riick-
grats in einzelstringiger RNA bei einem Duplex der A-Form.
Stattdessen ist die Reaktionsenthalpie der Duplexbildung bei
RNA iiber 30 kcalmol ~* groBer als bei DNA, was mit der viel
besseren Hydratisierung der RNA im Kristall im Einklang ist
(siche 2'-OH-Hydratisierung in Abb. 13). Bei der Bildung eines
DNA-Duplex kénnen mehrere Wassermolekiile abgegeben wer-
den, wohingegen sich die Gesamtzahl der Wassermolekiile zwei-
er RNA-Finzelstrdnge von der eines RNA-Duplex nicht not-
wendigerweise erheblich unterscheidet. Die sehr geringfiigige
Verringerung (oder die moglicherweise sogar leichte Erhdhung)
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des Hydratisierungsgrades bei der Duplexbildung von RNA
(entropisch ungiinstig) steht dem Enthalpiegewinn durch ge-
bundenes Wasser sowie dem Beitrag aus der Priorganisation des
Einzelstranges, die den Entropieterm giinstig beeinflussen sollte,
gegeniiber. Die Enthalpiezunahme ist jeweils groBer als die En-
tropieerniedrigung, und im Fall der C,G,-Octamersequenz ist
AG der Duplexbildung bei RNA etwa doppelt so grol wie bei
DNA. Hierbei ist folgendes interessant: Oligonucleotide mit
2’-alkoxysubstituierten carbocyclischen Bausteinen, in denen
keine gauche-Wechselwirkung zwischen dem 2'-Substituenten
und dem 4'-Sauerstoffatom der Ribose auftritt, weisen eine
niedrigere RNA-Bindungsaffinitit auf als entsprechende DNA-
Oligonucleotide®”. Dies bedeutet, daf sich der aus der grofe-
ren Starrheit des Ribose-Phosphat-Riickgrats (gauche-Effekt
zwischen 02" und O4') ergebende entropische Vorteil fiir die
erhohte Stabilitdt der Duplexbildung sowohl bei RNA als auch
bei 2'-O-Me-RNA von groBer Bedeutung ist.

In der Kristallstruktur des Decamer-Duplex
[d(GCGT)??Mer(A)d(TACGC)],, der 2'-O-methylierte Adeno-
sineinheiten enthilt, bilden die beiden Methoxysauerstoffatome
je eine Wasserstoffbriicken-
bindung zu nur einem Wasser-
molekiil!'%®l. Durch die Me-
thylierung der 2'-Hydroxy-
gruppe wird der Hydratisie-
rungsgrad im Vergleich zu
dem bei nativer RNA (bei der
die 2'-Hydroxygruppen mei-
stens an zwel Wassermolekiile
gebunden sind) erniedrigt und
dariiber hinaus die Bildung
der inneren Wasserstoffbriik-
kenbindung verhindert, die
hdufig zwischen 02" und O4'
der benachbarten Ribose des-
selben Stranges auftritt. Die
Consensus-Muster der Hy-
dratisierung der kleinen Fur-
che fiir Cytidin und Guanosin
sind auf der Basis der Kristall-
struktur von [r{C,G,)], im
oberen Teil von Abbildung 14
dargestellt. Die 2'-Hydroxy-
gruppen stabilisieren hier eine
ununterbrochene Reihe von
Wassermolekiilen in der Fur-
che, die mehr oder weniger in
der durch die G-C-Basenpaa-
re definierten Ebenen liegen
und die die Rickgrate und
Basen miteinander verbinden
(Abb. 13, Vordergrund). Bei
den meisten G-C-Basenpaa-
ren befindet sich eines der
beiden Wassermolekiile, die
mit den 2'-Sauerstoffatomen

Abb. 14. Konservierte  Hydratisic-
rungsmuster in der kleinen Furche im
Bereich von rC (oben). rG (Mitte)
und 2-0-Me-rA {unten). Die rC- und
rG-Darstellungen wurden durch Su-
perposition der je acht Nucleoside aus
der [(C,G),-Kristallstruktur  (in
den Darstellungen ersetzt durch cin
Nucleosid mit  durchschnittiicher
Geometrie) und der sie umgebenden
Wassermolekille erhalten. Das Hy-
dratationsmuster fiir 2°MrA beruht
auf den beobachteten Anordungen

von Wassermolekllen um die beiden
modifizierten Adenosinreste in der
Kristallstruktur einer DNA/2'-O-Me-
RNA-Decamer-Doppelhelix [106].
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Wasserstoftbriickenbindungen
bilden, am Rande der kleinen
Furche und verbriickt Q2" und

die Phosphatgruppe. Das andere Wassermolekiil verbriickt
02" und N3 vom Guanosin- oder O2 vom Cytidinrest (Abb. 14).
Diese Wassermolekiile bilden entweder direkte Wasserstoft-
briickenbindungen untereinander oder werden ihrerseits durch
ein Wassermolekill miteinander verbriickt, das gewohnlich
ebenfalls eine Wasserstoffbriickenbindung zu N2 des Guano-
sinrestes bildet (in Abb. 13 nicht gezeigt, da diese Wasser-
molekiile nicht direkt mit den 2'-Sauerstoffatomen wechsel-
wirken)!193},

Beim Vergleich mit der Anordnung der Wassermolekiile im
Bereich der 2'-O-methylierten Adenosinreste wird deutlich, daB3
hier das Wassermolekiil, das bei Guanosin im RNA-Duplex 02’
und N3 verkniipft, durch die Methoxygruppe zur Mitte der
Furche verschoben ist (Abb. 14, unten). Die Kristallstruktur
von [d(GCGT)°?*™er(A)d(TACGC)], sowie NMR-Experimente
in Lésung!”!! belegen, daB die Methoxysubstituenten in die klei-
ne Furche ragen, was zu einer angenéherten frans-Anordnung
der C2'-C3'- und der O2'-CH,-Bindung fiithrt. Durch die 2'-O-
Methylierung von RNA scheint somit die Hydratisierung in der
kleinen Furche lokal und global verdndert zu werden; die hohe
Stabilitdt von 2'-O-Me-RNA ist daher méglicherweise haupt-
sachlich entropisch bedingt. Dafiir spricht auch die noch héhere
thermodynamische Stabilitit von Hybriden aus 2'-Desoxy-2'-
fluoroligonucleotiden und RNA2 1471 Eine Wasserstoffbriik-
kenbindung zum kovalent gebundenen Fluoratom wurde postu-
liert!481; doch ist Fluor (anders als das Fluorid-Ion) ein duBerst
schlechter Wasserstoffbriickenbindungsacceptor !4l Es ist da-
her unwahrscheinlich, daf} die hohe RNA-Affinitt von einheit-
lich 2'-Fluor-substituierten Oligodesoxynucleotiden auf eine
enthalpische Stabilisierung durch Hydratwassermolekiile zu-
ruckzufiihren ist. Allerdings tragt auch die verdnderte Elektro-
negativitdt durch Stabilisierung der C3'-endo-Zuckerkonforma-
tion wesentlich zu der auBergewdhnlich hohen RNA-Affinitit
beil?! Insgesamt stiitzen die Struktur- und die thermodynami-
schen Daten die Vorstellung, daB3 2'-O-Me-RNA zum einen wie
DNA durch Wasserverlust bei der Duplexbildung und zum an-
deren wie RNA infolge konformativer Priaorganisation des Ein-
zelstranges entropisch stabilisiert wird. Dariiber hinaus kénnen
auch hydrophobe Wechselwirkungen zwischen unmittelbar be-
nachbarten O2'-Substituenten entlang des Stranges zur Stabili-
tdt beitragent*°®L Eine feine Balance zwischen Entropiegewinn
und Enthalpieverlust infolge einer Verinderung der Hydratisie-
rung kann auch an der enorm stabilisierenden Wirkung einer
Methylgruppe an CS in Pyrimidinen!!*%! sowie an der auRerge-
wohnlich hohen RNA-Affinitdt von Oligonucleotiden, die 5-
propinsubstituierte Pyrimidine enthalten®?], beteiligt sein.

8. Sequenzspezifische Spaltung von RNA

Heteroduplexe aus RNA und fast allen Oligonucleotidanalo-
ga mit modifizierten Zucker- und/oder Phosphateinheiten kon-
nen den natiirlichen Abbau von mRNA durch RNase H nicht
aktivieren. Das Enzym spaltet den RNA-Strang in DNA - RNA-
Hybriden, und die einzigen Analoga, bei denen die Erkennung
des Heterosubstrats durch das Enzym nicht unterbunden ist,
sind Phosphorothioate, Phosphorodithioate und solche mit Ba-
senmodifikationen, die die grofe Furche betreffen (z. B. 5-Pro-
pinpyrimidine)‘**l. Bei fehlender Induzierung des RNA-Abbaus
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konnte die therapeutische Anwendbarkeit von Antisense-Ver-
bindungen stark eingeschrinkt sein. Funktionalisierte RNAs,
die einen spezifischen mRNA-Bereich erkennen und effizient
spalten konnen! '), sowie nichtmodifizierte und chemisch
modifizierte Hammerkopf-Ribozyme(*? 41-152.1531 k&nnten
sich als leistungsfihigere Antisense-Therapeutica erweisen.

Bei der Ribozym-katalysierten Spaltung von RNA-Stringen
durch Phosphodiester-Umesterung wird das Riickgrat fiir eine
S\2-Substitution vororientiert. Die angreifende 2'-OH-Gruppe
und die 5-OH-Abgangsgruppe milssen beide im trigonal-bi-
pyramidalen Ubergangszustand, den das Nucleophil und die
Phosphatgruppe mit der zu spaltenden P-OS’-Bindung bilden,
die apicalen Posijtionen einnehmen!’3*~13¢), Bei einem intakten
A-RNA-Duplex ist eine solche lineare Anordnung wegen der
relativen Positionen der 2'-OH- und der benachbarten 5-Phos-
phatgruppe nicht moglich. Verzerrungen des Riickgrats in der
Nachbarschaft von ein- oder mehrbasigen ,,Ausbauchungen*
scheinen allerdings die fiir eine effiziente Spaltung des Stranges
notwendige konformative Freiheit liefern zu kénnen. So wurde
in Gegenwart von Mg2* ein RNA-Strang an der Phosphatgrup-
pe eines ungepaarten Nucleotids gespalteni*>’]. Durch die Spal-
tung der 3'-5'-Phosphodiesterbindung zwischen dem ungepaar-
ten Nucleotid und den in 5 — 3'-Richtung benachbarten
Nucleotiden wird, wie bei der durch Hammerkopf-Ribozyme
katalysierten Spaltung, ein cyclischer 2',3'-Phosphodiester gebil-
det und die 5'-Hydroxygruppe freigesetzt!!%8),

Wir haben die Kristallstruktur einer selbstkomplementéren
RNA-DNA-Chimére mit einzelnen ungepaarten Adenosinein-
heiten mit einer Aufldsung von 2.8 A bestimmt (Abb. 15)[1601,

8

12 3 45 6 78 0 mn
58GGC @ ATAT ©GCGC
C@C TATA GCGs
22 21 20[AY18 17 16 15 14 13 12

19

Abb. 15. Sequenz der kristallographisch untersuchten selbstkomplementiren
RNA-DNA-Chimire mit zwei ungepaartien Adenosinresten (DNA-Bausteine sind
durch unausgefiillte und RNA-Bausteine durch ausgefiillte Buchstaben gekenn-
zeichnet). Der zentrale Teil des Undecatners wurde urspringlich ats DNA belassen,
um einige Eigenschaften einer komplett basengepaarten RNA-DNA-Chimdre, von
der bereits gut streuende Kristalle erhalten wurden. zu konservieren [159] und um
eine Spaltung des Stranges zwischen den Nucleotiden A(8) und C(9) (oder A(19)
und C(20)) bei Kristallisationsversuchen in Gegenwart von zweiwertigen Metall-
Kationen zu verhindern.

Im Kristall liegt das Fragment auf einer kristallographischen
zweizihligen Achse, und beide Adenosineinheiten ragen aus
dem Duplex heraus (Abb. 16). Die Desoxyriboseeinheiten der
ungepaarten Nucleotide A(8) und A(19) sowie die der Reste
A(6), T(7), A(17) und T(18) liegen in der C2'-endo-Konforma-
tion und alle anderen in der C3'-endo-Konformation der A-
RNA vor. Infolge der Storungen der Riickgratgeometrie, die
durch die ungepaarten Adenosineinheiten hervorgerufen wer-
den, ist das Fragment um 20° geknickt und die enge, grofie
Furche auf etwa das Doppelte ihrer normalen Breite aufgewei-
tet.

Ausgehend von der Struktur dieser RNA-DNA-Chimére im
Kristall wurde durch Molecular Modeling die Struktur der
selbstkomplementidren RNA-DNA-Chimére mit 2'-OH-Grup-
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Abb. 16. Globale Konformation der einer A-RNA-dhnlichen Doppelhelix mit
ungepaarten Adenosinresten. Phosphoratome sind schwarz dargestellt, und
dunklere Regionen befinden sich niher beim Betrachter. Ungepaarte Adenosin-
reste sind wichtige RNA-Sekundérstruktur-Elemente, von Bedeutung beispielswei-
se fir die RNA-Faltung, fir Protein-RNA-Wechselwirkungen sowie fiir das
SpleiBen von Gruppe-I- und -li-Intronen und von Vorldufern der Boten-
RNA [161-165].

pen an den ungepaarten Adenosinresten berechnet. Diese Hy-
droxygruppe ist relativ weit von der zu spaltenden P-O5'-Bin-
dung entfernt (O2'-P 4.2 A; Abb. 17, unten) und liegt ungefihr
in der durch die Phosphatsauverstoffatome O1P, O2P und O3’
aufgespannten Ebene. Der berechnete O2'-P-O5'-Winkel von
90° wiirde eine Spaltung der Phosphodiesterbindung nicht be-
giinstigen (Abb. 17, unten). Durch ,,Umklappen’ der C2'-ende-
Zuckerkonformation der ungepaarten Adenosineinheit in die
C3'-endo-Konformation wirde die 2-OH-Gruppe in die im
Ubergangszustand erforderliche apicale Position gelangen (02’
P 3.6 A, 02-P-O5 150°; Abb. 17, oben). Durch lokale konfor-
mative Umordnungen des Riickgrats im Bereich des ungepaar-
ten Nucleotids kénnten also das Nucleophil und die Abgangs-
gruppe relativ leicht in die apicalen Positionen des trigonal-
bipyramidalen Ubergangszustands gebracht werden; dies ist mit
dem Befund im Einklang, daB} die effiziente metallkatalysierte
Spaltung an diesen Stellen stattfindet. Der kristallstrukturana-
lytisch bestimmte POS-OR¢P-Abstand von 3.95 A zwischen
C(9) und G(10), die dem ungepaarten Nucleotid in 5'-Richtung
benachbart sind, ist der kleinste im gesamten Duplex und deut-
lich kleiner als die Giblichen entsprechenden Abstdnde zwischen
benachbarten Phosphatgruppen innerhalb eines Stranges bei
Duplexen des A-Typs (Abb. 17). Diese nahe beieinanderliegen-
den Phosphatgruppen kdnnten somit als Bindungsstelle fiir ein
Mg?* fungieren, das die Phosphatgruppe fiir den nucleophilen
Angriff aktivieren und die §-Hydroxy-Abgangsgruppe stabili-
sieren konnte.
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Abb, 17. Rickgrat-Konfarmation in der Umgebung des ungepaarten Adenosinre-
stes (gelb) in der Kristallstruktur (unten) sowie modelfierte Riickgrat-Konforma-
tion in der Umgebung des ungepaarten Adenosinrestes (violett) durch Anderung
seiner Zuckerkonformation von C2'-endo zu C¥-endo (oben). Der durchgezogene
und der gestrichelte Pfeil markieren die Vektoren zwischen der 2-OH-Gruppe des
Adenosinrestes (die hier abgebildet ist. in der Kristallstruktur aber fehlt) und dem
Phosphoraiom der 3'-Phosphatgruppe. Man beachic den geringen Abstand zwi-
schen den Phosphat-Sauerstoffatomen O% und O der Nucleotide C(9) bzw. G(10).

Interessanterweise weist das chimire Fragment in der bei
1.83 A geldsten Struktur einer zweiten Kristallform in der Re-
gion des ungepaarten Nucleotids eine Konformation auf, die der
im modellierten Fragment sehr dhnlich ist!! % [n dieser Struk-
tur liegt der Zucker der ausgebauchten Adenosineinheit in einer
C3'-endo-Konformation vor, und die addierte 2-OH-Gruppe
nimmt bezlglich der Phosphatgruppe eine apicale Position ein
(02-P 3.8 A, 02-P-05 145°).

9. Zusammenfassung und Ausblick

Der Fortschritt unseres Verstindnisses der Strukturen von
Nucleinsiuren war schon immer eng mit den Fortschritten bei
der chemischen Synthese von DNA und RNA verkniipft. Nach-
dem in den frithen 80er Jahren sehr reine Oligodesoxynucleotide
in Milligramm-Mengen verfiighar wurden, war der Weg fiir die
ersten hochaufgeldsten Kristallstrukturen von DNA-Fragmen-
ten geebnet. In etwas mehr als zehn Jahren erhielt man anhand
von Uber hundert Kristallstrukturen einen Einblick in viele As-
pekte der Doppelhelixstruktur. Schwierigkeiten bei der Synthe-
se von Oligoribonucleotiden in groflem MabBstab verhinderten
lange Zeit, daB man bei RNAs dhnliche Erfolge erzielte. Diese
Probleme wurden inzwischen weitgechend geldst, und in den
ndchsten Jahren ist mit einem deutlichen Anstieg der Zahl der
RNA-Strukturuntersuchungen zu rechnen.

2034

Angesichts der Hetrausforderung, die Antisense-Methode
nicht nur als analytisches [nstrument, sondern auch fiir thera-
peutische Anwendungen zu nutzen, wurde eine erstaunliche
Vielfalt an synthetischen Nucleinsdureanaloga hergestellt. Viele
davon sind gegeniiber einem Abbau durch zellulire Nucleasen
wesentlich bestindiger als die jeweiligen natiirlichen Nuclein-
sduren. Mehrere Analoga weisen sowohl eine hohere chemische
Stabilitét als auch eine erhohte RNA-Affinitdt auf. Abgesehen
von sehr wenigen Ausnahmen, wie den Phosphorothioatanalo-
ga der ersten Generation, blockieren Modifikationen allerdings
den natlrlichen mRNA-Abbau durch RNase H. Modifizierte
Oligonucleotide, die im Zellkern stabile Komplexe mit gerade
transkribierter RNA bilden und die RNase H nicht behindern,
scheinen bei der Unterdriickung der mRNA-Translation beson-
ders effektiv zu sein!671.

Detaillierte dreidimensionale Strukturen geben Hinweise auf
den Ursprung der durch chemische Modifikationen hervorgeru-
fenen Anderungen der thermodynamischen Stabilitit von
DNAs und RNAs. Wie ein Vergleich der hochaufgeldsten Kri-
stallstrukturen eines DNA-Octamer- und eines RNA-Octamer-
Duplex mit identischen Sequenzen ergab, unterscheiden sich
DNA- und RNA-Doppelhelices in ihrem Hydratisierungsgrad
grundlegend: Der RNA-Duplex ist infolge der zusitzlichen 2’
Hydroxygruppen der Ribose stirker hydratisiert. Infolgedessen
ist die Bildung eines RNA-Duplex im Vergleich zur DNA-Du-
plexbildung in bezug auf gebundenes H,O enthalpisch begiin-
stigt, entropisch hingegen benachteiligt. Die groBere Starrheit
der Riboseeinheit triagt zur thermodynamischen Gesamtstabili-
tit des RNA-Duplex bei. Anderungen der Hydratisierung und
das daraus folgende Wechselspiel zwischen Enthalpie und En-
tropie werden bei der Analyse der Daten der thermodynami-
schen Stabilitit von Nucleinsiureanaloga meistens Uberse-
hen'?. Da die Hydratisierung fiir die relative Stabilitidt von
nativer DNA und RNA eine wichtige Rolle spielt, sollten Ande-
rungen der Solvatisierung infolge chemischer Modifikationen
entscheidend zur Anderung der thermodynamischen Stabilitéit
von DNA- und RNA-Analoga beitragen. Dies wird durch dic
kristallstrukturanalytisch festgestellten Anderungen der Hydra-
tisierung gestiitzt, die durch Methylgruppen an O2' (2'-O-Me-
RNA) und an C6' (carbocyclische DNA) hervorgerufen werden.
Etwas vereinfacht dargestellt, weisen diese Ergebnisse darauf
hin, daB die Enthalpieverluste infolge der gedinderten oder ver-
ringerten Hydratisierung in der Nachbarschaft kurzer Alkyl-
gruppen oder heteroatomhaltiger Substituenten durch die Ent-
ropiegewinne infolge des Wasserverlustes ausgeglichen oder
gelegentlich auch Gberkompensiert (2'-O-substituierte RNA)
werden. Wegen des geringen Abstands zwischen solchen Substi-
tuenten in der kleinen Furche von Duplexen der A-Form sind
diese wahrscheinlich stabiler und werden leichter gebildet, wih-
rend lingere Alkylgruppen oder allgemein sperrige, lipophile
Substituenten die Hydratisierung so stark beeintrichtigen, dal3
die Enthalpieabnahme dominiert. Hydratisierungseffekte sind
wahrscheinlich auch an der stabilisierenden Wirkung von Sub-
stituenten wie Methyl und Propyl an CS der Pyrimidinreste
beteiligt, wobei Stapelung und Wechselwirkungen zwischen
Substituenten zusiitzliche Beitrige liefern.

Die systematische Untersuchung der Strukturen chemisch
modifizierter Nucleinsduren liefert nicht nur Konzepte flir den
Entwurf weiterer, fiir Antisense-Anwendungen moglicherweise
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interessante Nucleinsdureanaloga, sondern verspricht auch ein
tieferes Verstindnis der Eigenschaften nativer DNAs und
RNAs. So wie durch Strukturuntersuchungen von punktmu-
tierten Proteinen eine Beurteilung des Einflusses einzelner Ami-
nosduren auf Faltung und katalytische Eigenschaften des
Proteins méglich wurden, kann mit spezifisch modifizierten
Nucleinsduren die Bedeutung der unterschiedlichen Parameter
fiir die Gesamtstrukturen von DNA und RNA analysiert wer-
den. Nucleinsdureanaloga konnen also fiir ein verbessertes Ver-
stdndnis z. B. von lokalen Verformungen in Oligonucleotiden
(,,bending*) und Protein-Nucleinsiure-Wechselwirkungen von
Nutzen sein.

Ich danke meinen Mitarbeitern aus unserem Labor, P. Lubini,
S. Portmann, A. Roughton und C. Richert, sowie aus anderen
Institutionen, C. Leumann (Universitdt Bern), K.-H. Altmann,
M. Blommers, D. Hiisken, H. Moser (CIBA AG, Basel), N.
Usman (Ribozyme Pharmaceuticals Inc., Boulder, USA) und
F. K. Winkler (Hoffmann LaRoche, Basel) fiir ihve Beitrdge und
anregenden Diskussionen. Dariiber hinaus mdchte ich A.
Roughton fiir die kritische Durchsicht des Manuskripts danken.
Diese Arbeit wurde von der ETH, Ziirich, sowie von der Ciba-Gei-
gy-Jubildums-Stiftung und der CIBA AG gefirdert.
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