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Wasserstoffbr�cken sind von fundamentaler Bedeutung f�r
die Bildung funktioneller Nukleins�ure-Strukturen. In der
DNA-Doppelhelix findet man Wasserstoffbr�cken, die dem
klassischen Watson-Crick-Basenpaarungsschema entspre-
chen. Dagegen sind Wasserstoffbr�cken in RNA weitaus
vielf�ltiger in Bezug auf ihre Donor- und Akzeptorgruppen.
Vor allem aber sind nichtkanonische, vom Watson-Crick-
Schema abweichende Wasserstoffbr�cken die Basis f�r die
komplexen, globul�ren protein�hnlichen Faltungen, die in
funktionellen RNA-Molek�len wie tRNAs, selbstschneiden-
den Introns, Ribozymen, RNA-Schaltern und der ribosoma-
len RNA beobachtet werden.

In diesen Wasserstoffbr�cken spielen auch die Hoog-
steen- und Zuckerseiten der Nukleobasen sowie die 2’-Hy-
droxygruppen der Ribose und die Sauerstoffatome des
Phosphatr�ckgrats eine Rolle als Donor-und Akzeptorgrup-
pen. Dabei sind Wasserstoffbr�cken mit den negativ gelade-
nen Sauerstoffatomen des Phosphatr�ckgrats als Akzeptor-
gruppen energetisch besonders vorteilhaft.[1] Sie sind sehr
wichtig als Alternative zur Kationenbindung bei der Neu-
tralisierung der negativen Ladung der R�ckgrat-Phosphat-
gruppen und reduzieren dadurch die elektrostatische Absto-
ßung zwischen eng benachbarten R�ckgratsegmenten in
komplexen RNA-Strukturen. Folglich sind viele der h�ufig
wiederkehrenden dreidimensionalen Faltungsmotive von

funktionellen RNAs durch motivspezifische Wasserstoffbr�-
cken zu den R�ckgrat-Phosphatgruppen stabilisiert. Klassi-
sche Beispiele sind das „U-Turn“-Motiv, das zun�chst im
Anticodon- und T-„Loop“ der tRNAs identifiziert wurde, in
dem eine Wasserstoffbr�cke zwischen dem U-Iminoproton
und der Phosphatgruppe des (N+3)-Nucleotids eine scharfe
Wendung im RNA-R�ckgrat stabilisiert, das extrem stabile
GNRA-„Tetraloop“-Motiv mit einer gegabelten Wasser-
stoffbr�cke zwischen der Amino- und der Iminogruppe des
Guanins und dem Phosphatr�ckgrat oder das Sarcin/Ricin-
„Internal-Loop“-Motiv.[2]

Die Analyse von RNA-Strukturen wurde durch die Er-
kenntnis revolutioniert, dass sich Wasserstoffbr�cken in RNA
und DNA direkt mithilfe von NMR-Spektroskopie nachwei-
sen lassen, da zwischen den Kernen der Donor- und Akzep-
torgruppen eine skalare Kopplung besteht, die auf dem teil-
weise kovalenten Charakter der Wasserstoffbr�cke beruht.[3]

NMR-Experimente, die spezifische Donor- und Akzeptor-
gruppen miteinander korrelieren, wurden urspr�nglich zur
Identifizierung von NH···N-Wasserstoffbr�cken in Watson-
Crick- und nichtkanonischen Basenpaaren entwickelt und
sp�ter f�r die Charakterisierung von NH···O=C- und OH···N-
Wasserstoffbr�cken in RNA erweitert.[3, 4] In vielen F�llen
reicht allein die Information aus solchen Experimenten aus,
um die Sekund�rstruktur abzuleiten und auch Einblicke in
die Terti�rstruktur der RNAs zu erhalten.[5]

F�r Proteine, die phosphatgruppenhaltige Cofaktoren wie
GTP und FMN binden, wurde gezeigt, dass auch Wasser-
stoffbr�cken zwischen den R�ckgrat-Amid- oder Hydroxy-
gruppen der Aminos�ure-Seitenketten und der Phosphat-
gruppe mithilfe von NMR-Spektroskopie beobachtet werden
kçnnen.[6] �hnliche Beobachtungen wurden auch f�r kleine
organische Phosphat-Rezeptormolek�le gemacht.[7] �berra-
schenderweise wurde bislang jedoch noch nicht �ber NMR-
Experimente zur direkten Identifizierung von Wasserstoff-
br�cken mit einer Phosphatgruppe als Wasserstoffb�cken-
Akzeptor in RNA-Strukturen berichtet, obwohl diese so
wichtig f�r die Stabilisierung von nichtkanonischen RNA-
Strukturelementen sind.

Hier zeigen wir, dass OH···O=P-, NH···O=P- und
NH2···O=P-Wasserstoffbr�cken, die typisch f�r verschiedene
nichtkanonische RNA-Strukturelemente sind, leicht durch
NMR-Spektroskopie in Lçsung nachgewiesen werden
kçnnen, da sie zu einer signifikanten skalaren 2hJHP-Kopplung
zwischen den Donorgruppen-Protonen und den 31P-Kernen
des Phosphatr�ckgrats f�hren. In unseren Experimenten
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nutzten wir zwei Modellsysteme – einen synthetischen Neo-
mycin-gesteuerten 27nt-RNA-Schalter (nt = Nucleotid) im
Komplex mit Ribostamycin und eine 14nt-RNA mit einem
stabilen UUCG-„Tetraloop“-Motiv. F�r beide Systeme sind
bereits hochaufgelçste 3D-Strukturen verçffentlicht wor-
den.[8]

Die auf der Basis von NOEs erhaltene Struktur des RNA-
Schalters enth�llt zwei ineinander verwobene Strukturele-
mente, die Wasserstoffbr�cken mit den R�ckgrat-Phosphat-
gruppen als Akzeptoren enthalten: ein Motiv mit ausge-
st�lpter Base („bulged-out base“; Abbildung 1, A16-A17-

U18), das durch eine Wasserstoffbr�cke zwischen der 2’-OH-
Gruppe von Nucleotid N und der 5’-Phosphatgruppe von
Nucleotid (N+2) stabilisiert wird, sowie ein „U-Turn“-Motiv
(Abbildung 1, U14-U15-A16-A17) mit einer Wasserstoffbr�-
cke zwischen der U-Iminogruppe und der Phosphatgruppe
des Nukleotids (N+3).[2a, 9]

In beiden Motiven deuten bereits die kurzen Atomab-
st�nde und die Bindungswinkel in der NOE-basierten
Struktur auf das Vorliegen der entsprechenden Wasserstoff-
br�cken hin. Dar�ber hinaus sind Signale sowohl f�r das A16-
2’-OH- als auch f�r das U14-NH-Proton in Standard-NMR-
Spektren auch bei Raumtemperatur zu beobachten (siehe
Abbildung S1 in den Hintergrundinformationen). Ihr Schutz
vor schnellem chemischen Austausch mit dem Lçsungsmittel
sowie die Tieffeldverschiebung ihrer Signale (A16-2’-OH d =

7.7 ppm, U14-NH d = 10.8 ppm) stimmen mit ihrer Einbin-
dung in stabile Wasserstoffbr�cken �berein.

Wir konnten das Vorhandensein von Wasserstoffbr�cken
zwischen diesen beiden Protonen und den Gruppen des
Phosphatr�ckgrats durch die Detektion von durch Wasser-
stoffbr�cken vermittelten skalaren Kopplungen zwischen den
Protonen den Wasserstoffbr�ckendonor-Gruppen und den
31P-Kernen der Akzeptor-Gruppen eindeutig nachweisen.
Daf�r haben wir ein 2D-WATERGATE-1H,31P-HSQC-Ex-
periment mit einer verl�ngerten INEPT-Zeit (35–70 ms) f�r
den Magnetisierungstransfer zwischen 1H und 31P mit einer
deuterierten, aber ansonsten unmarkierten Probe (siehe Ex-
perimentelles) bei 5 oder 20 8C aufgenommen. Das resultie-
rende Spektrum zeigt deutlich zwei Signale, welche die Re-
sonanz des A16-2’-OH-Protons mit der U18-Phosphatgruppe
und die U14-NH-Protonenresonanz mit der A17-Phosphat-
gruppe miteinander korrelieren (Abbildung 1 und Abbil-
dung S4; 31P-Zuordnung siehe Abbildung S2). Neben den
skalaren Kopplungen �ber die Wasserstoffbr�cken kann auch
kreuzkorrelierte Relaxation zwischen der P,H-Dipol-Wech-
selwirkung und der 31P-chemischen Verschiebungsanisotropie
zum beobachteten Magnetisierungstransfer in diesem Expe-
riment beitragen. Dieser zus�tzliche Mechanismus des Ma-
gnetisierungstransfers erfordert ebenfalls eine enge r�umli-
che N�he zwischen dem Proton und der Phosphatgruppe, die
f�r Wasserstoffbr�cken typisch ist, und tr�gt damit sogar
positiv zum Signal-Rausch-Verh�ltnis in diesem Experiment
bei.

Alternativ f�hrten wir ein nicht-refokussiertes Carr-
Purcell-Meiboom-Gill(CPMG)-Echo-1H,31P-HSQC-Experi-
ment aus, bei dem 1H,31P-Antiphase-Magnetisierung w�hrend
t2 aufgezeichnet wird (Abbildung S3). Dieses Experiment ist
konzeptionell sehr �hnlich zu einem Experiment, das Hennig
und Mitarbeiter zur Detektion von 2’-OH···N- Wasserstoff-
br�cken vorgeschlagen haben.[4g] Es zeigte die gleichen Kor-
relationen wie das Standard-HSQC-Experiment (Abbil-
dung S3).

Zur Quantifizierung der skalaren 2hJHP-Kopplungen ver-
glichen wir Signalintensit�ten in 1D-31P{1H}-Spin-Echo-Ex-
perimenten (Abbildung 2a) mit und ohne Protonenent-
kopplung und einer variablen Spin-Echo-Zeit. F�r diese Ex-
perimente war eine deuterierte Probe vorteilhaft, da uner-
w�nschte Magnetisierungstransfers zwischen den 31P-Kernen
und den Ribose-Protonen �ber kovalente Bindungen sowie
31P-Relaxation durch dipolare Wechselwirkungen mit Proto-
nen minimiert werden konnten und somit l�ngere Depha-
sierungsperioden mçglich wurden. Besonderer Wert wurde
auf die Unterdr�ckung der skalaren Kopplungen zu den
verbleibenden RNA-Ribose-Protonen (Abbildung 2, Abbil-
dung S5) und der Beitr�ge von kreuzkorrelierter Relaxation
zwischen den P,H-dipolaren Wechselwirkungen und der 31P-
chemischen Verschiebungsanisotropie gelegt. Die skalaren
2hJHP-Kopplungen �ber die A16-2’-OH···U18-Phosphat- und
die U14-NH···A17-Phosphat-Wasserstoffbr�cken betragen
(1.8� 0.06) bzw. (2.2� 0.07) Hz. Somit ist ihre Grçße �hnlich
den 2hJHP-Kopplungskonstanten zwischen den funktionellen
Gruppen von Proteinen und den Phosphatgruppen von fest
gebundenen Cofaktoren.[6] Die gemessenen skalaren Kopp-
lungen in diesem Experiment sind kleiner als die tats�chli-

Abbildung 1. Links: Sekund�rstruktur und Nummerierung des 27nt-
Neomycin-RNA-Schalters gebunden an Ribostamycin. Rechts: lang-
reichweitiges WATERGATE-1H,31P-HSQC-Spektrum des RNA-Ribosta-
mycin-Komplexes, aufgenommen bei 5 8C unter Verwendung einer 2H-
markierten RNA. Auf der linken Seite ist das 1D-31P-Spektrum der RNA
mit den relevanten 31P-Zuordnungen dargestellt.[10] Die beiden beob-
achteten Korrelationen belegen die Existenz von Wasserstoffbr�cken
zwischen A16-2’-OH und der U18-Phosphatgruppe sowie zwischen
U14-NH und der A17-Phosphatgruppe. Der Ausschnitt der NOE-ba-
sierten 3D-Struktur, einschließlich des „Bulged-out-base“-Motivs (A16-
A17-U18) und des „U-Turn“-Motivs (U14 bis A17) sind als Einschub
gezeigt. Funktionelle Gruppen, f�r die Wasserstoffbr�cken mit den
R�ckgrat-Phosphatgruppen vorhergesagt werden, sind farblich hervor-
gehoben (H weiß, N blau, O rot, P gelb). Die Wasserstoffbr�cken sind
durch gestrichelte rote Linien angedeutet.
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chen Kopplungen, da der chemische Austausch zwischen den
Protonen der Wasserstoffbr�cken und den Wasserprotonen
zur Selbstentkopplung f�hrt. Jedoch ergibt ein 1H-Spin-Echo-
Experiment, das nicht von dieser Selbstentkopplung betrof-
fen ist, nur einen geringf�gig grçßeren Wert von (2.5�
0.09) Hz f�r die 2hJHP-Kopplungskonstante zwischen U14-NH
und der A17-Phosphatgruppe (Abbildung S6).

Die NH2-Gruppen der Basen sind die dritte Art von in
RNA vorkommenden Wasserstoffbr�ckendonoren. Eine
NH2···O=P- Wasserstoffbr�cke, die zur Stabilisierung des
YNCG-„Tetraloops“ beitr�gt, wird aus NOE-basierten
NMR- und Rçntgenkristallstrukturen vorhergesagt und er-
kl�rt die Notwendigkeit von C an Position 3 der Konsensus-
Sequenz f�r diese „Loops“.[8a–c,11] Um zu testen, ob Wasser-
stoffbr�cken mit Aminogruppen als Donor auch direkt �ber
die skalaren Kopplungen der Wasserstoffbr�cke detektierbar
sind, f�hrten wir ein weitreichendes 1H,31P-HSQC-Experi-
ment mit der 15N-markierten 14nt-RNA mit dem UUCG-
„Tetraloop“ aus (Abbildung 3). Neben zahlreichen Korrela-
tionen zwischen den Ribose-Protonen und den 31P-Kernen,
vermittelt durch skalare Kopplungen �ber kovalente Bin-
dungen, zeigt das resultierende Spektrum eine Korrelation
zwischen dem 31P-Kern der U7-Phosphatgruppe und einem
Proton mit einer chemischen Verschiebung von d = 6.8 ppm.
Dieses Proton ist an ein Stickstoffatom gebunden. Daher er-
scheint es ohne 15N-Entkopplung als Dublett mit einer Auf-
spaltung um 90 Hz; dieses Proton wurde bereits zuvor der
Aminogruppe an C8 zugeordnet. Somit kçnnen auch Was-
serstoffbr�cken mit NH2-Gruppen als Donor- und R�ckgrat-
Phosphatgruppen als Akzeptorgruppen zu messbaren skala-
ren Kopplungen �ber die Wasserstoffbr�cke f�hren und
direkt mithilfe von NMR-Spektroskopie identifiziert werden.

Zusammengefasst haben wir hier gezeigt, dass alle drei in
RNA vorkommenden Arten von Wasserstoffbr�cken mit
Phosphatgruppen als Wasserstoffbr�ckenakzeptoren zu

messbaren 2hJ-Kopplungen �ber die Wasserstoffbr�cken
zwischen dem Proton der Donorgruppe (OH, NH, NH2) und
dem 31P-Kern des Akzeptors f�hren. Diese Wasserstoffbr�-
cken sind auch in unmarkierten RNA-Proben mit Standard-
1H,31P-Korrelationsexperimenten, die nur eine moderate
Messdauer erfordern, �berraschend einfach zu detektieren,
selbst wenn nur Standard-Raumtemperatur-NMR-Proben-
kçpfe zur Verf�gung stehen (Abbildung S7). Wasserstoff-
br�cken zu R�ckgrat-Phosphatgruppen treten nicht in regu-
l�ren Sekund�rstrukturelementen auf (z.B. A-Form-Helices),
sondern nur in nichtkanonischen Strukturelementen. Dies
sollte in vielen F�llen zu gut separierten Signalen f�r die re-
levanten Phosphatgruppen f�hren. Daher sind Donor- und
Akzeptorgruppen oft auf einfache Weise identifizierbar.
Dar�ber hinaus sind viele wiederkehrende dreidimensionale
Strukturmotive in RNA durch spezifische Wasserstoffbr�-
cken zu Phosphatgruppen stabilisiert. Daher erwarten wir,
dass die direkte Identifizierung der OH···O=P-, NH···O=P-
und NH2···O=P- Wasserstoffbr�cken durch die hier be-
schriebenen Experimente die schnelle Charakterisierung von
RNA-Terti�rstrukturen mittels NMR-Spektroskopie wesent-
lich erleichtern wird, auch in F�llen, in denen nur begrenzte
Signalzuordnungen verf�gbar sind.

Experimentelles
Der 27nt-Neomycin-RNA-Schalter wurde durch In-vitro-Transkrip-
tion mit 2H-markierten Nukleotiden (Silantes GmbH, M�nchen)
synthetisiert und wie beschrieben aufgereinigt.[8d] Eine 0.9 mm Probe
in NMR-Puffer mit 25 mm Kaliumphosphat (pH 6.2) und 50 mm KCl
in 10% (v/v) D2O wurde f�r alle NMR-Experimente verwendet. Die
14nt-„Tetraloop“-RNA wurde von der Silantes GmbH (M�nchen) in
13C- und 15N-markierter Form erworben. Die Probenkonzentration
betrug 0.7 mm, gelçst in 20 mm Kaliumphosphat (pH 6.4) und 0.4 mm

EDTA in 10% (v/v) D2O.

Abbildung 3. Links: Sekund�rstruktur und Nukleotid-Nummerierung
der 14-nt-RNA, die das stabile UUCG-Motiv enth�lt. Rechts: Langreich-
weitiges WATERGATE-1H,31P-HSQC-Spektrum, aufgenommen bei 5 8C
an der 15N-markierten RNA. Auf der linken Seite ist das 1D-31P-Spek-
trum der RNA dargestellt. Die 31P-Zuordnungen wurden bereits berich-
tet.[12] Die beobachtete Korrelation zeigt direkt das Vorliegen einer Was-
serstoffbr�cke zwischen der C8-Aminogruppe und der U7-Phosphat-
gruppe an (in der 3D-Struktur des UUCG-Motivs hervorgehoben).

Abbildung 2. Quantifizierung von skalaren 2hJHP-Kopplungen f�r
OH···O=P- und NH···O=P-Wasserstoffbr�cken im Neomycin-RNA-
Schalter. a) Pulssequenz f�r Kreuz- und Referenzspektren der 1D-
31P{1H}-Spin-Echo-Experimente. Schmale und breite schwarze Balken
kennzeichnen harte 908- bzw. 1808-Pulse, offene Halbellipsen stellen
Feldgradientenpulse dar. Die schraffierten Halbellipsen im Kreuzexperi-
ment sind auf die Riboseprotonen ausgerichtete selektive 1H-1808-
Pulse. Die Phasenzyklen waren f1 = x, �x ; f2 = x, x, �x, �x ; frec = x,
�x, �x, x. Sinusfçrmige Gradienten von 1 ms Dauer mit einer Amplitu-
de von 11 Gcm�1 (g1) und 22 Gcm�1 (g2) wurden verwendet. b) Signal-
intensit�tsdaten f�r die A17- (schwarz) und U18-Phosphorresonanz
(grau) mit variabler Spin-Echo-Zeit. Die im Text angegebenen 2hJHP-
Werte wurden entsprechend der Gleichung I/I0 = cos(p Jt) ermittelt.
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Alle 2D-H,P-Korrelationsspektren wurden auf einem Bruker-
Avance-600-MHz-Spektrometer, ausgestattet mit einem Tieftempe-
ratur-HCP-z-Gradienten-Probenkopf (5 mm), aufgenommen. Lang-
reichweitige 1H,31P-HSQC-Spektren wurden mit einer optimierten
INEPT-Transferzeit von 34 ms bei 278 K aufgezeichnet. Die Tempe-
ratur wurde f�r die Signalintensit�t sowohl der NH als auch der 2’-
OH-Resonanz optimiert. Ein Spektrum mit einer Bandbreite von
10 ppm in der indirekten 31P-Dimension wurde mit 24 komplexen
Punkten und 256 Transienten pro Inkrement in rund 7 h aufgenom-
men. F�r die NH2-Gruppe in der 14nt-RNA wurde das 1H,31P-HSQC-
Spektrum mit einer Transferzeit von 30 ms, 20 komplexen Punkten in
t1 und 2560 Transienten pro Inkrement in etwa 60 h aufgezeichnet.
Die Bestimmung der 2hJHP-Kopplungskonstanten der 27nt-RNA er-
folgte aus quantitativen Spin-Echo-31P-1D-Spektren auf einem
Bruker-DRX300-Spektrometer mit einem Raumtemperatur-BBO-z-
Gradienten-Probenkopf (5 mm). Kopplungs-Evolutions-Zeiten von
45, 60 und 75 ms wurden in doppelten Messungen mit jeweils 45056,
67584 und 81920 Transienten aufgenommen. Bandbreitenselektive
1808-Q3-Gauß-Kaskadenpulse mit einer Bandbreite von 860 Hz und
Dauer von 2.8 ms wurden f�r die selektive Entkopplung der 2’-, 3’-, 4’-
und 5’-Protonen von Ribose in den Kreuzexperimenten verwendet
und bei 4.1 ppm angewendet.[13] Die Prozessierung der Spektren und
die Peak-Dekonvolution wurden mit der Topspin2.1-Software
(Bruker Biospin) durchgef�hrt. Die Kurvenanpassung der dekonvo-
lutierten Signalintensit�ten erfolgte mit Origin8 (OriginLab).
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