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Die katalytischen und regulatorischen Eigenschaften von
Ribonucleins�uren h�ngen h�ufig von konformativen Umla-
gerungen sowohl der Terti�r- als auch der Sekund�rkonfor-
mation ab.[1] Ihre vielf�ltige Dynamik wird
eindrucksvoll durch das Auftreten von par-
allelen Faltungswegen[2] sowie von metasta-
bilen[3] und coexistierenden („bistabilen“)
Konformationen belegt.[4] Die Faltung von
Ribonucleins�uren aus einem denaturier-
ten, nicht-nativen Zustand wurde eingehend
mit unterschiedlichsten Methoden unter-
sucht;[5] dabei wurde ein hierarchisches Fal-
tungsverhalten gefunden, bei dem der
schnellen Bildung der Sekund�rkonforma-
tion die langsamere Bildung der Terti�rkon-
formation folgt.[6] Dagegen sind nur wenige
zeitaufgel�ste Studien zur RNA-Faltung aus
einem ungest�rten, nativen Zustand be-
kannt.[7]

Hier berichten wir �ber eine neue Me-
thode f�r die Untersuchung struktur- und
zeitaufgel�ster RNA-Faltung, die auf der
photolytischen Freisetzung voreingestellter
Faltungskonformationen in einem thermo-
dynamischen Ungleichgewichtszustand und
anschließendem Verfolgen des Umfaltungs-
prozesses mittels Echtzeit-NMR-Spektro-
skopie beruht. Diese Methode wurde f�r
eine detaillierte kinetische Charakterisie-

rung der Umfaltung einer bistabilen 20-meren Ribonuclein-
s�ure angewendet, die in zwei coexistierenden Haarnadel-
strukturen vorliegt.[8]

Die 20-mere RNA-Sequenz 5’-r[GACCGGAAGGUC-
CGCCUUCC]-3’ bildet zwei ineinander �bergehende Haar-
nadelkonformationen, die in einem temperaturabh�ngigen
Gleichgewicht vorliegen (Konformationen A und B in Ab-
bildung 1 b). Um die stabilere Konformation B selektiv zu
destabilisieren, haben wir ausgew�hlte Guanosine, die nur in
Konformation B, aber nicht in Konformation A Basenpaare
bilden, durch O6-[(S)-1-(2-Nitrophenyl)ethyl]-guanosin ((S)-
NPEG, Abbildung 1a) ersetzt.[9] Wir erwarteten, dass die

sterisch anspruchsvolle NPE-Gruppe G-C-Watson-Crick-Ba-
senpaare aufbrechen und dadurch die assoziierte Sekund�r-
konformation destabilisieren w�rde; durch nachfolgende
Photolyse w�rden jedoch die urspr�nglichen Paarungseigen-
schaften zur�ckerhalten und der Umfaltungsprozess k�nnte
stattfinden.[10]

Die RNA-Sequenz 5’-r[GACCG((S)-NPEG)AAGGUCCG-
CCUUCC]-3’ mit einer einzigen (S)-NPE-Modifikation an
der Position G6 zeigte ausschließlich die f�r Konformation A
charakteristischen f�nf Iminoprotonensignale (Abbildung 1a
und Abbildung S1 in den Hintergrundinformationen).[11] Zu-
s�tzliche 2D-HSQC- und HNN-COSY-Experimente mit der-
selben, an C3 N(3)-15N- und an G10 N(1)-15N-markierten
Sequenz zeigten, dass G10 nur ein Basenpaar bildet, und
best�tigten zugleich C3 als seinen Paarungspartner (Abbil-
dung S2 in den Hintergrundinformationen). Diese NMR-
Experimente demonstrierten zweifelsfrei, dass durch die
Einf�hrung einer einzelnen photolabilen NPE-Modifikation
eine offenbar vollst�ndige Verschiebung des konformativen

Abbildung 1. 1H-NMR-Iminoprotonenspektren und Konformationen der 20-meren RNA-Se-
quenz (c= 0.27 mm, 288 K) mit Signalzuordnungen in Farbe; die Iminoprotonen-NMR-
Spektroskopie zeigt individuelle Signale f�r die Protonen der zentralen Wasserstoffbr�cke
jedes Watson-Crick-Basenpaars. a) Konformativ blockierte Sequenz, die ein O6-NPE-modifi-
ziertes Guanosin in Position 6 enth�lt (NPEG6, Struktur eingef�gt) mit einzig f�r Konforma-
tion A charakteristischen Signalen. b) Spektrum, das nach photolytischer Entfernung der
NPE-Gruppe durch drei Laserpulse und anschließender einst�ndiger �quilibrierung erhal-
ten wurde; zu sehen sind die beiden Signals�tze von Konformation A und B in einem Ver-
h�ltnis von 1:5.
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Gleichgewichtes zur intrinsisch weniger stabilen Konforma-
tion A erzielt wurde. Die Verbreiterung des G9-Iminoproto-
nensignals weist auf eine leichte St�rung der lokalen Konfor-
mation der Haarnadelschleife hin.

Photolyse der (S)-NPEG6-modifizierten, 15N-markierten
RNA (Abbildung 1a) durch drei Laserpulse, die �ber eine
Glasfaser und eine bleistiftartige Quarzspitze in das NMR-
Rohr geleitet wurden,[12] f�hrten zum in Abbildung 1 b ge-
zeigten Iminoprotonenspektrum, das mit dem Spektrum der
authentischen Sequenz identisch ist (Abbildungen S1 und S2
in den Hintergrundinformationen); durch HPLC- und MS-
Analyse wurde die vollst�ndige und einheitliche Entfernung
(> 98%) der NPE-Gruppe best�tigt (Abbildung S3 in den
Hintergrundinformationen).

Einzelpuls-Imino-NMR-Spektren der (S)-NPE-modifi-
zierten RNA, die vor sowie eine Sekunde nach der Photolyse
aufgenommen wurden, waren nahezu identisch und belegten,
dass die Sequenz tats�chlich in ihrer voreingestellten Fal-
tungskonformation freigesetzt wurde. Um den Verlauf der
Abspaltungsreaktion direkt beobachten zu k�nnen, f�hrten
wir identische Photolyseexperimente mit einer 1:1-Mischung
von zwei diastereomeren 20-meren RNA-Sequenzen durch,
die durch Einbau eines R/S-NPE-gesch�tzten Guanosins
erhalten wurden. Die durch Gegenwart unterschiedlich kon-
figurierter NPE-Gruppen in zwei S�tze aufgespaltenen
Iminoprotonensignale (Abbildung 2a) wurden durch Photo-
lyse mit einem einzigen Laserpuls innerhalb einer Sekunde
auf einen Signalsatz reduziert (Abbildung 2 b). Offenbar
blieb die durch die photolabile Gruppe erzwungene Konfor-
mation unmittelbar nach deren photolytischer Abspaltung

vollst�ndig erhalten, sodass durch dieses Verfahren eine von
zwei normalerweise coexistierenden Konformationen selek-
tiv freigesetzt werden konnte.

Zur Bestimmung der kinetischen Parameter wurden zwei
Messreihen durchgef�hrt, bei denen einmal die Konzentrati-
on (c = 0.17, 0.26 und 0.34 mm, T= 283 K) und einmal die
Temperatur (T= 283, 288, 293 und 298 K, c = 0.26 mm) vari-
iert wurden. Nach Einstrahlung eines Laserpulses wurden
innerhalb einer Zeit von 280 s, in der der Gleichgewichtszu-
stand erreicht wurde, insgesamt 128 Einzel-NMR-Spektren
aufgenommen. Die Auswertung erfolgte anhand der aufge-
l�sten Iminoprotonensignale von U11/G10 und U17/G9,
wobei U11/G10 der abnehmenden Konformation A und
U17/G9 der zunehmenden Konformation B zugeordnet sind.

Die Gleichgewichtskonstanten K wurden aus den relati-
ven Intensit�ten der Signalpaare f�r U11/U17 und G9/G10
erhalten. Aus der Temperaturabh�ngigkeit der K-Werte, die
sich zwischen K� 4 bei 298 K und K� 7 bei 283 K bewegten,
wurden Werte f�r DH =�5.9� 0.5 kcalmol�1 und DS =

�17.0� 1.9 cal mol�1 K�1 innerhalb eines Vertrauensintervalls
von 90 % (90% VI) bestimmt (Abbildung 3c). Die Ge-
schwindigkeitskonstanten k1 der Umfaltung wurden durch
Anpassen der Aufbau- und Abfallkurven der U11/G10- und
U17/G9-Signale erhalten, die gem�ß des Geschwindigkeits-
gesetzes f�r eine reversible, unimolekulare Reaktion norma-
lisiert waren (siehe Abbildung 3a und b sowie Abbildung S4
in den Hintergrundinformationen). Die gemittelten Ge-
schwindigkeitskonstanten f�r die Hinreaktion lagen zwischen
k1 = 0.0136� 0.0010 s�1 bei 283 K und k1 = 0.131� 0.024 s�1

Abbildung 2. Verlauf der Photolysereaktion bei c= 0.27 mm, verfolgt
durch Einzelpuls-NMR-Spektren der 20-meren RNA-Sequenz, die vor
der Photolyse an G6 ein 1:1-Gemisch S- und R-konfigurierter NPE-
Gruppen trug. a) Vor der Photolyse; die Signalaufspaltung wird durch
die zwei unterschiedlich konfigurierten NPE-Gruppen hervorgerufen.
b) Unmittelbar nach einem Laserpuls (Dauer <1 s); die urspr�nglich
beobachtete Signalaufspaltung verschwindet wegen der photolytischen
Entfernung der NPE-Gruppe.

Abbildung 3. Analyse der kinetischen Parameter der Umfaltungsreakti-
on, die durch zeitabh�ngige Einzelpuls-NMR-Experimente der photoly-
sierten 20-meren RNA-Sequenz erhalten wurden. a)–b) Normalisierte
Signalintensit�ten von Iminoprotonensignalen (U11/G10 aus Konfor-
mation A und U17/G9 aus Konformation B) als Funktion der Zeit, auf-
gezeichnet bei 288 K, nach Photolyse mit einem Laserpuls. Die ange-
passten Kurven wurden gem�ß dem Geschwindigkeitsgesetz f�r eine
reversible, unimolekulare Reaktion erhalten (detaillierte Vorgehenswei-
se und Kurven bei anderen Temperaturen siehe Hintergrundinformatio-
nen). c) Linearisierte Darstellung von K = [Konformation B]/[Konforma-
tion A] gem�ß DG =�RT lnK = DH�TDS. d) Arrhenius-Darstellung
von k1 und k�1 gem�ß lnk =�DH�/(R T) + lnA ; die Fehlerbalken (ge-
zeigt f�r 99% VI) enthalten die K-Standardabweichung von 10% und
die Standardabweichung der Kurvenanpassung.
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bei 298 K und jene f�r die R�ckreaktion zwischen k�1 =

0.0019� 0.0002 s�1 bei 283 K und k�1 = 0.031� 0.006 s�1 bei
298 K (90% VI). Diese Werte wurden mit der Arrhenius-
Gleichung ausgewertet und ergaben bei 90 % VI eine Akti-
vierungsenthalpie DH� = 25.5� 3.1 kcalmol�1 und einen Fre-
quenzfaktor A = 10(17.8�1.2) s�1 f�r die Hinreaktion sowie
DH� = 30.6� 3.1 kcalmol�1 und A = 10(20.9�1.4) s�1 f�r die
R�ckreaktion (Abbildung 3 d). Die bei verschiedenen Kon-
zentrationen ermittelten Geschwindigkeitskonstanten waren
innerhalb 90 % VI identisch (f�r genaue Werte siehe Tabel-
len S5 und S6 in den Hintergrundinformationen).

Diese Ergebnisse sind im Einklang mit einem vollst�ndig
nach erster Ordnung verlaufenden Umfaltungsmechanismus.
Die Aktivierungsenthalpie DH� = 25.5 kcal mol�1 entspricht
ungef�hr der H�lfte der gesamten, durch thermische Dena-
turierung bestimmten Basenpaarungsenthalpie von DH =

55 kcal mol�1[8] und l�sst auf einen Faltungsweg schließen,
bei dem im geschwindigkeitsbestimmenden Schritt ungef�hr
die H�lfte der Basenpaare aufgebrochen wird.

Aus NOESY-Kreuzsignalen wurden Wasseraustausch-
Geschwindigkeiten der Iminoprotonen bestimmt, um auf
diese Weise zus�tzliche Informationen �ber den Einfluss der
globalen Dynamik (ineinander �bergehende Konformatio-
nen) auf die lokalen dynamischen Eigenschaften der einzel-
nen Basenpaare zu erhalten.[13] Diese Geschwindigkeiten
wurden mit denen der beiden entsprechenden, verk�rzten
RNA-Haarnadelstrukturen verglichen, die keine ungepaar-
ten �berh�nge aufwiesen und jeweils Konformation A oder
B repr�sentieren (Abbildung 4). Bei der bistabilen RNA-

Sequenz wurden generell h�here Wasseraustausch-Ge-
schwindigkeiten festgestellt als bei den beiden verk�rzten
Haarnadelkonformationen (Abbildung 4 a); dies zeigt, dass
die Basenpaare der dynamischen, umfaltenden RNA-Struk-
tur flexibler sind als die identischen Basenpaare der stati-
schen Strukturen. Interessanterweise unterscheiden sich die
Wasseraustausch-Geschwindigkeiten der 20-meren RNA-Se-
quenz von denen der beiden verk�rzten Sequenzen umso
st�rker, je n�her die Basenpaare der Schleifenstruktur sind.

Dieses Ergebnis weist stark auf einen assoziativen Um-
faltungsmechanismus hin, wie er von uns in Abbildung 4b
schematisch vorgeschlagen wird. Die Umfaltung w�rde dabei
durch die Bildung neuer Basenpaare zwischen komplemen-
t�ren Nucleotiden der Schleifenregion und der �berh�ngen-
den Enden sowie gleichzeitiges Aufbrechen der sich nahe an
der Schleifenregion befindenden Basenpaare eingeleitet.

Mit der hier vorgestellten Methode gelang uns eine
genaue struktur- und zeitaufgel�ste Charakterisierung der
Umfaltung einer bistabilen 20-meren RNA-Sequenz. Die
Geschwindigkeitskonstanten der hier beobachteten Umfal-
tung liegen mindestens vier Gr�ßenordnungen unter denen,
die f�r die Bildung von Haarnadelstrukturen �hnlicher Se-
quenzen aus einem ungefalteten Zustand heraus gemessen
worden sind (k = 104–105 s�1).[6] Diese neue Methode k�nnte
Anwendung finden bei einer gezielten Synthese und Charak-
terisierung der Kinetik von ausgew�hlten Zwischenstufen, die
entlang der komplexen Faltungswege gr�ßerer Ribonuclein-
s�uren auftreten.
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