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Im Vergleich zu DNA weist RNA eine erheblich h�here
funktionelle, strukturelle und chemische Diversit�t auf, was
als essenziell f�r die Evolution der RNA-Welt erachtet wird.[1]

Die zus�tzliche 2’OH-Gruppe beeinflusst die Konformation
der Zuckereinheit und verleiht RNA katalytische Aktivit�t,
reduziert aber gleichzeitig ihre chemische Stabilit�t. Ferner
kann die Hydroxygruppe nichtkanonische Strukturregionen
durch Wasserstoffbr�cken stabilisieren, und sie ist daf�r ver-
antwortlich, dass sich in kanonischen Doppelstrangstrukturen
ein geordnetes Wassernetzwerk �ber die kleine Furche
spannt.[2] Es ist daher von großem Interesse, die Konforma-
tion der 2’OH-Gruppe experimentell zu bestimmen.

Molekulardynamik(MD)-Simulationen sagen bei Vorlie-
gen einer C3’-endo-Konformation des Zuckers drei bevor-
zugte Orientierungen der 2’OH-Gruppe aus (Abbildung 1),[3]

wohingegen f�r eine C2’-endo-Konformation ausschließlich
Orientierungen in der O3’-Dom�ne vorausgesagt werden.
Experimentelle Untersuchungen des exocyclischen Torsi-
onswinkels stellen eine große Herausforderung f�r die RNA-
Strukturbestimmung dar, weil die Elektronendichte des
Wasserstoffatoms der 2’OH-Gruppe nur in Kristallstrukturen
mit einer Aufl�sung von < 1 � bestimmt werden kann und
deshalb in der Regel nicht detektierbar ist. Die Neutronen-
beugungsanalyse stellt eine alternative Methode zur Bestim-

mung von Wasserstoffpositionen dar, jedoch gibt es insbe-
sondere f�r gr�ßere RNAs nur eine geringe Anzahl entspre-
chender Ver�ffentlichungen. In den letzten Jahren gestatteten
Tieftemperatur-NMR-Untersuchungen Konformationsanaly-
sen zur Stellung der 2’OH-Gruppe. Solche Untersuchungen
setzen jedoch voraus, dass chemischer Austausch der Hy-
droxygruppe mit dem L�sungsmittel nur in geringem Umfang
auftreten.[4] Nun tauschen 2’OH-Gruppen in nichtkanoni-
schen Bereichen der RNA allerdings schnell Wasserstoffato-
me mit dem L�sungsmittel aus, sodass entsprechende Signale
nicht beobachtet werden k�nnen und Messungen der Struk-
turparameter zur Bestimmung des exocyclischen Torsions-
winkels nicht m�glich sind.

Auf Grundlage der Interpretation von 1J(C,H)-Kopp-
lungskonstanten schlagen wir hier eine allgemein anwend-
bare Methode zur Bestimmung der Zuckerkonformationen
und der Orientierung von Nukleobasen und 2’OH-Gruppen
in großen RNAs vor. Im Unterschied zu 3J(H,H)-Kopp-
lungskonstanten, die typischerweise sehr gut einem einzelnen
Torsionswinkel zugeordnet werden k�nnen, sind 1J(C,H)-
Kopplungskonstanten von Bindungsl�ngen abh�ngig,[5] die
ihrerseits von der lokalen Struktur und somit von mehreren
Torsionswinkeln beeinflusst werden.[5b, 6] Deshalb ließen sich
1J-Kopplungen bislang nur schwer in konformative Informa-
tionen �bersetzen.

Abbildung 1. a) Darstellung der Konformation des Zuckers und der
Nukleobase anhand von zwei Beispielstrukturen mit den C3’-endo/
anti- und C2’-endo/syn-Konformationen. b) Orientierung der 2’OH-
Gruppe: Die Struktur repr�sentiert die drei bevorzugten Orientierun-
gen, in denen die 2’OH-Gruppe (gr�n) hin zu O3’, O4’ und zur Nu-
kleobase ausgerichtet ist. Die Konformationsr�der zeigen die Vertei-
lungsmaxima des Torsionswinkels q(H2’-C2’-O2’-2’OH) gem�ß
MD-Simulationen.[3]
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Die vorliegende Untersuchung wurde durch fr�here Ar-
beiten inspiriert, in denen der Einfluss hyperkonjugativer
Effekte (n!s*/s!s*-Donierung) auf die Gr�ße der 1J-
(C,H)-Kopplungskonstante in Ethanol und Methylamin
nachgewiesen wurde.[7] Diese Befunde legten die Vermutung
nahe, dass auch die freien Elektronenpaare der 2’OH-Gruppe
einen �hnlichen Einfluss auf die Gr�ße der 1J(C,H)-Kopp-
lungskonstanten der benachbarten C1’- und C2’-Ringposi-
tionen aus�ben. Die Ermittlung einer solchen Abh�ngigkeit
sollte also die Bestimmung der Konformation der 2’OH-
Gruppe erm�glichen.

Um die unterschiedlichen Einfl�sse auf die Konforma-
tionsabh�ngigkeit der 1J(C,H)-Kopplungskonstante zu quan-
tifizieren, wurden experimentelle NMR-Messungen mit
Vorhersagen aus DFT-Rechnungen verglichen. Im ersten
Schritt wurden 1J(C,H)-Kopplungskonstanten f�r nukleotid-
�hnliche Modellstrukturen berechnet, um die Abh�ngigkeit
der 1J(C,H)-Kopplungskonstanten von der Zuckerkonfor-
mation und Nukleobasenorientierung zu quantifizieren. Im
zweiten Schritt wurde dann der Einfluss der 2’OH-Gruppe
durch systematische Variation ihrer Orientierung untersucht,
w�hrend gleichzeitig die Konformationen des Zuckers und
der Base fixiert wurden. Die Ergebnisse best�tigen, dass
sowohl die Konformationen des Zuckers und der Nukleobase
als auch die Orientierung der 2’OH-Gruppe einen signifi-
kanten Einfluss auf die 1J(C,H)-Kopplungen aus�ben. Bei
Kenntnis der Zucker- und Nukleobasenkonformationen kann
die Orientierung der 2’OH-Gruppe allein durch die Inter-
pretation der 1J(C,H)-Kopplungen bestimmt werden. Wie wir
im Folgenden zeigen werden, ist dies auch f�r Reste m�glich,
deren 2’OH-Gruppe aufgrund des Austauschs mit H2O oder
D2O nicht detektierbar ist. 1J(C,H)-Kopplungen k�nnen ge-
nerell mit hoher Empfindlichkeit sehr genau gemessen
werden, sodass die vorgeschlagene Methode auch f�r gr�ßere
RNAs anwendbar ist.

Zur Durchf�hrung der DFT-Rechnungen wurde das
B3LYP/TZVP(+PCM:water)-Niveau gew�hlt, das sich in
Benchmark-Rechnungen zu NMR-Kopplungskonstanten an
relevanten Modellsystemen als besonders geeignet erwies
(siehe Hintergrundinformationen). Aus der Ribosom-Kris-
tallstruktur (pdb-code: 2ffk)[8] und der zuvor bestimmten
L�sungsstruktur der 14mer-RNA (pdb-code: 2koc)[4e] wurden
f�r jeden Nukleotidtyp vier Modellstrukturen konstruiert, die
die in RNA vorkommenden charakteristischen Hauptkon-
formationen von Zucker und Base repr�sentieren (C3’endo/
anti oder syn, C2’endo/anti oder syn) (Tabelle S6 in den
Hintergrundinformationen). Die Orientierungen der 2’OH-
Gruppe wurden in der O3’-Dom�nenkonformation mit den
Torsionswinkeln 1608 f�r C3’-endo und 1008 f�r C2’-endo fi-
xiert. Details zur Konstruktion der Modellstrukturen und die
f�r die partiellen Geometrieoptimierungen eingef�hrten
Restriktionen sind in den Hintergrundinformationen be-
schrieben.

Abbildung 2a zeigt die vorhergesagten 1J(C,H)-Kopp-
lungen f�r jeden Nukleotid-Typ mit der Base in anti- und syn-
Orientierung jeweils f�r beide Zuckerkonformationen (C3’-
endo bzw. C2’-endo). Die berechneten Daten belegen einen
signifikanten Einfluss der Zuckerkonformation auf beide
Kopplungen, wohingegen sich die Basenorientierung (anti

oder syn) haupts�chlich auf die 1J(C1’,H1’)-Kopplung aus-
wirkt. Die berechneten Kopplungskonstanten zeigen Varia-
tionen bis zu 14 Hz, so dass durch Vergleich mit experimentell
bestimmten 1J(C,H)-Kopplungskonstanten eine verl�ssliche
Unterscheidung der vier Hauptkonformationen m�glich ist.
Wir schlagen daher das in Abbildung 2a dargestellte Dia-
gramm als einfaches Hilfsmittel zur Bestimmung der RNA-
Konformation vor. Zur unabh�ngigen Validierung haben wir
dieses Diagramm f�r die Konformationsanalyse eines 27mer-
RNA-Schalters eingesetzt, �ber dessen Struktur und Dyna-
mik k�rzlich in einer NMR-spektroskopischen Untersuchung
berichtet wurde.[9a,b] Die experimentellen Ergebnisse und die
Vergleichspr�fung mit den vorhergesagten Werten sind in
Abbildung S9 detailliert dargestellt. Insgesamt lassen sich auf
diesem Weg die Konformationen von 21 Resten eindeutig
zuordnen. Die verbleibenden f�nf Reste sind experimentell
durch gemittelte Kopplungen charakterisiert, die sich nicht
auf einzelne Konformationen zur�ckf�hren lassen. Tats�ch-
lich befinden sich diese Reste innerhalb der Ausbuchtung und
am 3’-Ende dieser RNA – zwei Regionen, f�r die in der
vorhergehenden NMR-Untersuchung eine erh�hte Dynamik
und Flexibilit�t ermittelt worden war.[9b]

Im zweiten Satz von DFT-Rechnungen wurde der Torsi-
onswinkel q(H2’-C2’-O2’-2’OH), der die Orientierung der
exocyclischen 2’OH-Gruppe beschreibt, in 208-Schritten von
08 bis 3408 variiert. Abbildung 2b zeigt die Ergebnisse f�r die
Nukleotide Cytosin und Uridin, die aus den Resten C3 und
U7 der 14mer-RNA-L�sungsstruktur mit einer C3’- bzw. C2’-
endo-Konformation des Zuckers bei anti-Stellung der Base
konstruiert wurden. Es l�sst sich ein betr�chtlicher Einfluss

Abbildung 2. a) Mit DFT gerechnete 1J(C1’,H1’)- und 1J(C2’,H2’)-Kopp-
lungen f�r jedes Nukleotid (Cytosin, Uridin, Guanosin, Adenosin) in
den vier Hauptkonformationen mit dem Zucker in der C3’-endo- oder
C2’-endo- und der Nukleobase in anti- oder syn-Orientierung. b) Mit
DFT gerechnete 1J(C,H)-Kopplungskonstanten f�r die Reste C3 und U7
als Funktion des Torsionswinkels q(H2’-C2’-O2’-2’OH). Experimentelle
Werte f�r C3 und U7 der 14mer-RNA sind mit einer gestrichelten Linie
gekennzeichnet. Die �bereinstimmung mit den theoretischen Werten
ist mit einem farbigen Kreis hervorgehoben. Die 2’OH-Orientierungen,
die in der MD-Simulation am st�rksten populiert sind, wurden grau
unterlegt.
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der Orientierung der 2’OH-Gruppe auf 1J(C,H) beobachten:
1J(C1’,H1’) variiert um 6 Hz (Cyt) bzw. 3 Hz (Uri); 1J-
(C2’,H2’) erweist sich mit Unterschieden von 7 Hz (Cyt) bzw.
9 Hz (Uri) als noch empfindlicher. F�r beide 14mer-RNA-
Reste (C3, U7) l�sst sich eine �bereinstimmung zwischen
experimentellen und berechneten Kopplungen nur f�r jeweils
eine bestimmte 2’OH-Orientierung finden (Abbildung 2b).
In beiden F�llen sind dies die gleichen Orientierungen, die
auch schon in der MD-Simulation als bevorzugt identifiziert
worden waren.[4e]

Wir haben in einer fr�heren Arbeit mit umfassenden
NMR-Messungen eine hoch aufgel�ste L�sungsstruktur
(0.3 �) der 14mer-RNA vorgestellt.[4e] Die Analyse der Ho-
mokernkopplungen und der kreuzkorrelierten Relaxations-
raten hatte ergeben, dass die Zuckerreste innerhalb der
Doppelhelix und des Schlaufenbasenpaars U6-G9 eine C3’-
endo-Konformation annehmen. Die beiden Schlaufenreste
U7 und C8 liegen in C2’-endo-Konformation vor und durch-
laufen auf der NMR-Zeitskala keine konformativen Aus-
tauschprozesse. Die G9-Nukleobase nimmt die ungew�hnli-
che syn-Konformation ein.[10] In dieser fr�heren Arbeit
wurden die NOE-Kontakte der 2’OH-Gruppen analysiert, um
eine bevorzugte Orientierung zu ermitteln. Das endg�ltige
Strukturb�ndel, das mit der NOE-Analyse konsistent ist,
zeigt, dass sich die 2’OH-Gruppen der Doppelhelixreste
haupts�chlich in Richtung der O3’-Dom�ne ausrichten,
w�hrend sich die 2’OH-Gruppe von U6 in Richtung der
Basen-Dom�ne orientiert. F�r die endst�ndigen Reste G1
und C14 wie auch f�r die Schlaufenreste U7, C8 und G9 war
es aufgrund des schnellen Austauschs mit Wasser nicht m�g-
lich, NMR-Signale der OH-Gruppen zu detektieren und die
entsprechende NOE-Analyse durchzuf�hren. Daher sind die
resultierenden Orientierungen der genannten Reste inner-
halb des Strukturb�ndels nur durch das Kraftfeld des ARIA-
Programms bestimmt und deshalb nicht experimentell defi-
niert.[11]

Die experimentell bestimmten 1J(C,H)-Kopplungen der
14mer-RNA in H2O sind in Abbildung 3c und d dargestellt.
(Messungen in D2O stimmen mit denen in H2O �berein,
Abbildung S1). F�r die Reste mit C3’-endo-Konformation
sind die 1J(C,H)-Kopplungen tendenziell gr�ßer als f�r solche
mit C2’-endo-Konformation. Eine Ausnahme stellen die Er-
gebnisse f�r G9 dar, was sich mit der syn-Konformation der
Nukleobase erkl�ren l�sst.

Auf Grundlage der hoch aufgel�sten L�sungsstruktur
haben wir DFT-Rechnungen f�r alle Kopplungen in der
14mer-RNA durchgef�hrt. Hierbei wurde die 2’OH-Gruppe
entsprechend der experimentell bestimmten Orientierung fi-
xiert (Abbildung 3, siehe auch die Hintergrundinformatio-
nen). Die Abbildungen 3c und d zeigen, dass die theoretisch
berechneten Kopplungskonstanten die experimentellen
Daten sehr gut reproduzieren, sowohl hinsichtlich der abso-
luten Betr�ge als auch hinsichtlich der Konformationsab-
h�ngigkeit. Eine Ausnahme stellt der Rest G10 dar (mit
einem Stern in Abbildung 3d gekennzeichnet). Zur Erkl�-
rung der Diskrepanz weisen wir darauf hin, dass auch andere
NMR-Daten auf einen Austauschprozess an dieser Stelle
hindeuten.[12] In dem gemessenen Bereich der Kopplungen
(140–180 Hz) weichen die theoretisch berechneten Werte im

Mittel um 4 Hz und 1.7 Hz von den experimentellen ab. Der
mittlere Fehler wird auf 1 Hz f�r 1J(C1’,H1’) reduziert, wenn
eine lineare Korrektur um + 3 Hz vorgenommen wird, und es
resultiert ein maximaler Fehler von 2.9 Hz f�r alle berech-
neten Kopplungen (G10 ausgenommen).[13] Die kombinierte
NMR- und DFT-Analyse liefert genaue Informationen �ber
die Orientierung der 2’OH-Gruppen der 14mer-RNA und
gestattet sogar die Konformationsanalyse f�r 2’OH-Gruppen,
die aufgrund des L�sungsmittelaustauschs experimentell
nicht direkt detektierbar sind. Die in Abbildung 2b doku-
mentierten Ergebnisse demonstrieren, dass die 1J(C,H)-
Kopplungen, wie sie anhand der systematischen Ver�nderung
des Torsionswinkels q berechnet wurden, eine eindeutige
konformative Charakterisierung der 2’OH-Gruppe erm�gli-
chen.

Zusammenfassend haben wir die Konformationsabh�n-
gigkeit der 1J(C,H)-Kopplungen, also eines einfach zu mes-
senden NMR-Parameters, untersucht und demonstriert, dass
eine signifikante Abh�ngigkeit der 1J(C1’,H1’)- und 1J-
(C2’,H2’)-Kopplungen von der Konformation des Zuckers,
der Nukleobase und der 2’OH-Gruppe besteht. Experimen-
telle und theoretische Ergebnisse sind in sehr guter �ber-
einstimmung, was die Genauigkeit sowohl der 14mer-RNA-
L�sungsstruktur als auch der gew�hlten DFT-Methode be-
st�tigt. 1J(C1’,H1’)- und 1J(C2’,H2’)-Kopplungen geben ver-
l�ssliche Hinweise auf die Zucker- und Nukleobasen-Kon-
formation und k�nnen deshalb als Hilfsmittel in der Kon-
formationsanalyse eingesetzt werden. F�r die Mehrheit der
Nukleotide eines RNA-Molek�ls h�ufen sich die Konforma-
tionen in einem engen Bereich, der entweder der C3’-endo

Abbildung 3. a,b) Sekund�rstruktur und Konformation der 14mer-RNA:
Nukleobasen-Orientierung beschrieben durch den Torsionswinkel c,
Zuckermodus beschrieben durch P und nmax,

[14] und 2’OH-Orientierung
beschrieben durch den Torsionswinkel q wurden aus den 20 Struktu-
ren mit der niedrigsten Energie in der Strukturrechnung ermittelt.
Schlaufenreste mit der syn-Nukleobasen-Orientierung (G9) und C2’-
endo-Zuckerkonformation (U7 und C8) sind in (a), (c) und (d) grau
unterlegt. Die Orientierungen in Richtung von O3’, O4’ und der Nu-
kleobase wurden aus MD-Simulationen �bernommen und sind in (b–
d) grau unterlegt (Abbildung 1). c,d) Experimentelle (NMR) und be-
rechnete Kopplungskonstanten 1J(H1’,C1’) und 1J(H2’,C2’). Die DFT-
Daten f�r die 1J(C1’,H1’)-Kopplungen sind mit und ohne lineare Kor-
rektur (+ 3 Hz) gezeigt. Die experimentelle 1J(C2’,H2’)-Kopplung von
G10 ist mit einem Stern gekennzeichnet (siehe Text).
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oder C2’-endo-Konformation mit der Nukleobase in anti-
oder syn-Stellung entspricht.[15] Die qualitative Interpretation
der 1J(C,H)-Kopplungen stellt daher eine Methode dar, die
zwischen den vier Hauptkonformationen unterscheiden kann,
wie es f�r die Strukturermittlung in den meisten F�llen aus-
reichend ist. Unsere Methode ist insbesondere f�r die
Strukturbestimmung von großen RNAs von Bedeutung, weil
1J(C,H)-Kopplungen auch ohne Isotopenmarkierungen un-
problematisch messbar sind. Die Anwendbarkeit unserer
Methode wurde durch eine eindeutige Konformationsanalyse
der starren Strukturelemente und die Identifizierung flexibler
Bereiche f�r einen 27mer-RNA-Schalter erfolgreich demon-
striert. Bislang war die konformative Charakterisierung der
2’OH-Gruppe, die die spezifischen Eigenschaften der RNA
im Vergleich zur DNA ausmacht, nur in wenigen F�llen und
nur eingeschr�nkt m�glich. Dank der deutlichen Abh�ngig-
keit der 1J(C,H)-Kopplungen von der Orientierung der 2’OH-
Gruppe gelingt eine indirekte Bestimmung dieses schwer
zug�nglichen Strukturparameters sogar bei schnellem L�-
sungsmittelaustausch.
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