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Neben der bekannten DNA-Doppelhelixstruktur[1] kçnnen
DNA-Oligonukleotide auch Strukturen wie G-Quadruple-
xe[2] und i-Motive[3] ausbilden, die durch nicht-kanonische
Basenpaarungen stabilisiert werden. Sie bestehen entweder
aus Guanosin- oder Cytidin-reichen Abschnitten, die �ber
weitere Nukleotide in den Schlaufen miteinander verbunden
sind. Cytidin-reiche i-Motive werden bei einem pH� 6 ge-
bildet und durch zwei Str�nge mit interkalierten, semiproto-
nierten C···H···C+ Basenpaaren (hier C·C+) (Schema 1) sta-

bilisiert.[3,4] i-Motive kçnnen sich in der Anzahl der Basen-
paare, in ihrer Gesamtl�nge, der Interkalation und ihrer
Schlaufen-Topologie unterscheiden.[5] Die biologische Funk-
tion von i-Motiv-Strukturen wird immer noch diskutiert: in
zellul�ren Extrakten von HeLa-Zellen konnten Proteine ge-
funden werden, die spezifisch an C-reiche Sequenzen telo-

merer DNA binden.[6] In der „insulin-linked polymorphic
region“ (ILPR) konnten Regionen identifiziert werden, die
sowohl i-Motiv- als auch G-Quadruplex-Strukturen ausbilden
und Replikation hemmen.[7] Des Weiteren wurde gezeigt,
dass die Ausbildung einer i-Motiv-Struktur in der Promoter-
Region von c-myc die Transkription unterdr�ckt.[8] K�rzlich
wurden i-Motiv-Strukturen als DNA-Nanomaschinen entwi-
ckelt, um pH-�nderungen in vivo in Drosophila-H�mozy-
ten[9] und in Caenorhabditis elegans[10] zu visualisieren.

Trotz der Bedeutung von i-Motiv-Strukturen in der
Genregulation und der Verwendung als Sonden zur pH-
Messung in lebenden Zellen ist nur wenig �ber den moleku-
laren Mechanismus der i-Motiv-Faltung bekannt. Bislang
wurde die i-Motiv-Faltung mit Oberfl�chenplasmonreso-
nanzmessungen (SPR) und Quarzkristall-Mikrowagen
(QCM-D) untersucht.[11] Aufgrund von FRET-Messungen
(resonanter Fçrster-Energietransfer) konnte sowohl Rever-
sibilit�t der i-Motiv-Faltung als auch mehrphasige Faltungs-
kinetik nachgewiesen werden; die Geschwindigkeitskon-
stanten f�r Faltung und Entfaltung lagen im Bereich von
Minuten.[9]

Wir haben sowohl strukturelle als auch kinetische �nde-
rungen der pH-induzierten Faltung des i-Motivs untersucht.
Zur Charakterisierung der Struktur der 21 Nukleotide langen
DNA Sequenz d(CCCTAA)3CCC, die man in der Telome-
renregion von Wirbeltieren findet,[12] wurden statische NMR-
Untersuchungen durchgef�hrt. Darin sind vier Cytidin-reiche
Abschnitte durch die Nukleotide TAA, die die Schlaufen
bilden, miteinander verbunden. In saurer Umgebung bildet
diese DNA eine intramolekulare i-Motiv-Struktur mit sechs
C·C+-Basenpaaren. Wie im Folgenden beschrieben, bildet
sich ein Gleichgewicht zwischen zwei i-Motiv-Konformatio-
nen aus, die im langsamen Austausch miteinander vorliegen
(Schema 1). F�r die hier untersuchte Sequenz beobachtet
man die beiden Konformationen mit einem Populationsver-
h�ltnis von 3:1.

Des Weiteren wurde die Kinetik der i-Motiv-Faltung un-
tersucht, die durch einen pH-Sprung von pH 9 nach 6 aus-
gelçst wurde. Unter diesen Bedingungen erfolgt die Faltung
�ber einen parallelen Faltungsweg, bei dem zun�chst zwei i-
Motiv-Konformationen mit Geschwindigkeitskonstanten von
ca. 2 min�1 gebildet werden. Die anschließende Umfaltung
der kinetisch bevorzugten zur thermodynamisch stabileren
Konformation ist langsam, mit Geschwindigkeitskonstanten
in der Grçßenordnung von 10�3 min�1. Die Daten sind mit
einem Modell im Einklang, bei dem sich die beiden Konfor-
mationen im Interkalationsmuster der C·C+-Basenpaare un-
terscheiden. Das �ußerste C·C+-Basenpaar kann entweder

Schema 1. Sekund�rstruktur der 21 nt langen DNA-i-Motive mit unter-
schiedlicher Interkalation der Basenpaare. Schematische Darstellung
eines C·C+ Basenpaars, gebildet bei pH 6.
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am 5’-Ende des C-reichen Stranges (5’E) in der Hauptkon-
formation oder am 3’-Ende (3’E) in der Nebenkonformation
vorliegen (Schema 1). Die langsame Umfaltung kann somit
als eine �nderung der Interkalation der einzelnen C·C+-Ba-
senpaare beschrieben werden.

Die eindeutige Zuordnung aller NMR-Signale ist eine
Voraussetzung f�r die Analyse der Faltungskinetik mit ato-
marer Auflçsung. Spektren des i-Motivs zeigen f�nf unter-
schiedliche Signale in der spektralen Region, in der Imino-
protonen zur Resonanz kommen (15–16 ppm), charakteris-
tisch f�r semiprotonierte C·C+-Basenpaare (Abbildung 1 C,
oberes Spektrum).[13] Allerdings sollte ein NMR-Spektrum
von sechs C·C+-Basenpaaren bis zu sechs Iminoprotonen-
signale aufweisen.

Um die Iminoprotonensignale eindeutig zuordnen zu
kçnnen, wurden isotopengefilterte NMR-Experimente an
selektiv markierten DNA-Proben durchgef�hrt, wie von Dai
et al. eingef�hrt.[17] Dazu wurde jeweils ein Cytidin-Nukleotid
zu 50% 15N- und 13C-markiert. Daraus ergaben sich 12 ver-
schieden markierte DNA-Proben f�r die Zuordnung der

Iminoprotonensignale. In jedem C·C+-Basenpaar teilen sich
zwei Cytidine ein Proton, was dazu f�hrt, dass die chemische
Verschiebung dieses Protons entartet ist. Demgegen�ber
zeigen 15N-HMQC-Experimente, dass die 15N-chemischen
Verschiebungen der N3-Atome beider Cytidine verschieden
sind (Abbildung 1 E). Die 1D-15N-gefilterten Spektren der
selektiv markierten DNAs C2, C8, C14 und C20 zeigen zwei
Signale mit unterschiedlicher Intensit�t in der spektralen
Region der Iminoprotonen. Dies weist auf das Vorhandensein
einer zweiten Konformation hin (Abbildung 1C). Diese
Beobachtungen stehen im Einklang mit vorhergehenden
Berichten, in denen konformative Heterogenit�t f�r i-Motiv-
Strukturen berichtet wurden.[17]

Aufgrund der Signal�berlagerung kann f�r die restlichen
Sequenzen in 1D-15N-gefilterten Spektren keine zweite
Konformation detektiert werden. Jedoch ist ein zweiter Sig-
nalsatz in allen 13C-HSQC-Spektren zu beobachten (Hinter-
grundinformationen, Abbildung S1C). Um ausschließen zu
kçnnen, dass diese zus�tzlichen Signale nicht aufgrund von
nat�rlicher H�ufigkeit auftreten (Abbildung 1B,C,E und
S1C), wurden HCCH-COSY-Experimente f�r die Sequenzen
C14 (Abbildung 1B und S2) und C20 (Abbildung S2) durch-
gef�hrt. Anhand dieser Experimente konnten eindeutig
Kreuzpeaks von H1’ und H2’/’’ �ber einen Magnetisierungs-
transfer zwischen den 13C-angereicherten Kohlenstoffatomen
C1’ und C2’ f�r beide Konformationen nachgewiesen werden
(Abbildung 1B). Die Mçglichkeit, dass der zus�tzliche Sig-
nalsatz auf verzerrte Symmetrie zur�ckzuf�hren ist, kann
durch einen Vergleich von 13C-Korrelatiosnspektren der
selektiv markierten Proben ausgeschlossen werden. Darin
werden Signale unterschiedlicher Intensit�ten beobachtet.
Um die Existenz des Gleichgewichts zwischen zwei Konfor-
mationen weiter zu bekr�ftigen, wurden 15N-gefilterte Expe-
rimente bei verschiedenen Temperaturen durchgef�hrt. Ex-
emplarisch sind die Spektren f�r Sequenzen C20 und C7 in
Abbildung 1A dargestellt. C20 ist ein Basenpaar im Inneren
des i-Motiv-Basenstapels in der Haupt- und der Nebenkon-
formation, hier bezeichnet als 5’E bzw. 3’E. In der 5’E-Kon-
formation ist C7 eingebunden in das Basenpaar neben den
beiden Schlaufen, w�hrend es sich in der 3’E-Konformation
im Inneren des i-Motiv-Basenstapels befindet. Bei 275 K
findet man ein Populationsverh�ltnis von 3:1 f�r die Imino-
protonensignale von C20. Bei 288 K erhçht sich dieses Ver-
h�ltnis auf 4:1 und bei 308 K kann die Nebenkonformation
nicht l�nger beobachtet werden. F�r C7 ist ein einziges Signal
zu erkennen, in dem die Signale der Neben- als auch
Hauptkonformation �berlagern (Abbildung 1C). Die Inten-
sit�t des Iminoprotonensignals steigt von 275 K nach 288 K an
und verschwindet bei 308 K. Diese temperaturabh�ngigen
Effekte sind reversibel. Eine Erhçhung der Temperatur f�hrt
also zur Destabilisierung der Nebenkonformation. Die In-
formationen aus den temperaturabh�ngigen Messungen
(Abbildung 1A und S3) werden durch Lçsungsmittelaus-
tauschexperimente best�tigt.[14] Diese Austauschgeschwin-
digkeiten zeigen, dass z.B. das Basenpaar C8/C20 (Abbil-
dung S4) in der Hauptkonformation stabiler ist als in der
Nebenkonformation. Da die konformative Heterogenit�t
auch von einem mçglichen Monomer-Dimer-Gleichgewicht
herr�hren kçnnte, wurden native Polyacrylamidgelelektro-

Abbildung 1. A) Iminoprotonenregion der 1D-15N-gefilterten Spektren
der Nukleotid-selektiv markierten DNA-Sequenzen C20 und C7 bei un-
terschiedlichen Temperaturen. B) HCCH-COSY-Spektrum[16] der DNA
mit selektiv 13C-markierten C14, aufgenommen bei 600 MHz. Kreuzpe-
aks von H1’/C2’ und H2’/’’/C1’ f�r Haupt- (rot) und Nebenkonformati-
on (blau). C) Zuordnung der Iminoprotonensignale unter Verwendung
von 15N-gefilterten NMR-Experimenten und Nukleotid-selektiv markier-
ten DNA-Sequenzen. Oben: 1D-Spektrum der Iminoprotonenregion
mit gekennzeichneten Basenpaaren (unmarkierte DNA). Basenpaare
der Haupt- und Nebenkonformation sind gekennzeichnet und farblich
markiert wie im 1D-Spektrum gezeigt. Unten: 1D-15N-gefilterte Spek-
tren der DNA-Sequenzen mit DNAs, die lediglich ein isotopenmarkier-
tes Cytidin enthalten. Alle Spektren wurden bei 800 MHz mit 128
Scans f�r C2, C3, C8, C14, C15 und C20 und 1024 Scans f�r C1, C7,
C9, C13, C19 und C21 aufgenommen. D) Sekund�rstruktur des 21 nt
langen DNA-i-Motivs in Haupt- (rot, 5’E) und Nebenkonformation
(blau, 3’E). E) Oben: Schematische Darstellung des C·C+-Basenpaars
von C2 und C14, die sich das gleiche Proton teilen. Unten: 15N-
HMQC-Spektren der selektiv markierten DNA-Sequenzen C2 und C14.
Experimentelle Bedingungen, wenn nicht anders angegeben: 230–
440 mm DNA, 25 mm Phosphatpuffer (pH 5.3), 800 MHz, 288 K.
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phorese (PAGE) und Circulardichroismus(CD)-Schmelz-
experimente durchgef�hrt. Dazu wurden mit beiden Metho-
den Proben unterschiedlicher DNA-Konzentrationen unter-
sucht. Native PAGE zeigt nur eine Bande, im Einklang mit
dem Vorliegen eines Monomeren auch bei DNA-Konzen-
trationen von 210 mm (Abbildung S5). In �bereinstimmung
mit dieser Beobachtung best�tigt die Analyse der CD-
Schmelzkurven identische Schmelzpunkte f�r DNA-Proben
�ber einen DNA-Konzentrationsbereich von 10 mm bis
500 mm (Abbildung S6). Die Stabilit�t des i-Motivs ist kon-
zentrationsunabh�ngig und sowohl Haupt- als auch Neben-
konformation liegen als Monomer im getesteten Konzentra-
tionsbereich vor. Auch pH- und Salz-Titrationen zeigen
keinen Einfluss bez�glich des konformativen Gleichgewichts
(Abbildung S7).

Die Ausbildung von monomeren Strukturen wird weiter
durch NOE-Konnektivit�ten best�tigt, die ausschließlich mit
i-Motiv-Strukturen, nicht aber mit doppelstr�ngiger DNA
vereinbar sind (Abbildung S8). F�r die Hauptkonformation
(5’E) kçnnen deutlich die f�r i-Motiv-Strukturen typischen
H1’-H1’-Konnektivit�ten �ber die große Furche beobachtet
werden (Abbildung S1A,B). NOE-Kreuzpeaks zwischen
Atomen des i-Motiv-Basenstapels und den benachbarten
Schlaufen weisen zus�tzlich auf eine i-Motiv-Struktur in der
5’E-Konformation hin. F�r die Nebenkonformation (3’E)
konnte keine vollst�ndige Verbindung der NOE-Konnekti-
vit�ten aufgrund der geringeren Population und der erhebli-
chen Signal�berlagerung erzielt werden. Dennoch kçnnen in
13C-gefilterten NOESY-Experimenten z.B. f�r C14 Kreuz-
peaks der Protonen zu r�umlich benachbarten Nukleotiden
�ber die kleine Furche C8(H1’) (Hauptkonformation, 5’E)
bzw. C7(H1’) (Nebenkonformation, 3’E) beobachtet werden
(Abbildung S9).

Aufgrund der Ergebnisse von CD- und PAGE-Experi-
menten sowie der Tatsache, dass keine Signale von kanoni-
schen Basenpaaren in den NMR-Spektren detektiert wurden,
folgern wir, dass auch die Nebenkonformation als Monomer
vorliegt. 1D-15N-gefilterte NMR-Experimente zeigen �hnli-
che Basenpaarungen f�r beide Konformationen. Auch auf der
Grundlage der Ergebnisse der 13C-gefilterten NOESY-Spek-
tren schlagen wir vor, dass die Nebenkonformation in der 3’E-
Konformation vorliegt. Dies ist in �bereinstimmung mit den
im Folgenden gezeigten Ergebnissen der kinetischen Unter-
suchungen.

Mithilfe einer speziellen Mischapparatur[18] konnten wir
den kinetischen Verlauf der pH-induzierten i-Motiv-Faltung
mit atomarer Auflçsung unter Verwendung zeitaufgelçster
NMR-spektroskopischer Methoden in situ charakterisieren.
Die Entfaltung der DNA-Struktur wurde durch eine pH-
�nderung von pH 6 nach 9 bei 288 K durch Zugabe von
NaOH-Lçsung initiiert; dies erfolgte schnell mit einer Ab-
klinggeschwindigkeit von kEntfaltung� 26 min�1 (Abbil-
dung S10, S11). Die Faltung des i-Motivs, ausgehend vom
nicht-basengepaarten Zustand bei pH 9, wurde durch Injek-
tion von HCl-Lçsung induziert, um einen pH von 6 einzu-
stellen. Die Aufbaukurven der Iminoprotonensignale der
Basenpaare C8/C205’E und C8/C203’E (Abbildung 2) sowie C7/
C195’E/3’E und C2/C145’E (Abbildung S12) wurden analysiert.
Zwei kinetische Phasen wurden f�r alle aufgenommenen Si-

gnale beobachtet: Signale der Hauptkonformation C8/C205’E

steigen kontinuierlich in ihrer Intensit�t an, wogegen die
Aufbaukurven der Nebenkonformation C8/C203’E zun�chst
ansteigen und dann in ihrer Intensit�t wieder abfallen. Die
Faltungskinetik des Basenpaares C8/C20 kann sowohl f�r die
Haupt- als auch f�r die Nebenkonformation verfolgt werden,
da diese Iminoprotonensignale aufgelçst sind. In beiden
Konformationen befindet sich das Basenpaar im Innern des i-
Motiv-Basenstapels platziert und ist somit gut vor Austausch
mit dem Lçsungsmittel gesch�tzt. Die Intensit�ten sind nicht
durch verschiedene Austauschprozesse beeinflusst und zeigen
daher die Populations�nderung beider Konformationen.

Im ersten Schritt der i-Motiv-Faltung werden Haupt- und
Nebenkonformation mit unterschiedlichen Geschwindigkei-
ten gebildet. Die Geschwindigkeitskonstanten f�r die Bildung
der 3’E-Konformation f�r die Basenpaare C8/C205’E bzw. C8/
C203’E sind sehr �hnlich (k3’E = 1.66� 0.16 min�1 und k3’E =

1.31� 0.02 min�1). Die 3’E-Konformation bildet sich schnel-
ler als die 5’E-Konformation (k5’E = 0.21� 0.02 min�1 und
k5’E = 0.89� 0.02 min�1 f�r die Basenpaare C8/C205’E bzw. C8/
C203’E). Demzufolge werden sowohl 5’E als auch 3’E schnell
nach der Initiierung der Faltung gebildet. W�hrend des
zweiten langsameren �bergangs erfolgt die Einstellung des
Gleichgewichts mit Geschwindigkeiten in der Grçßenord-
nung von 10�3 min�1. Ein Vergleich des �bergangs zwischen
Haupt- und Nebenkonformation zeigt, dass keq

5’E grçßer ist
als keq

3’E. Das Gleichgewicht ist also in Richtung der Haupt-
konformation (5’E) verschoben. Alle Basenpaare zeigen die
gleichen kinetischen Parameter innerhalb der experimentel-
len Ungenauigkeit (Tabelle 1).

Auf der Basis unserer Experimente leiten wir den in
Abbildung 3 dargestellten i-Motiv-Faltungsweg ab (Abbil-
dung 3): ausgehend vom nicht-basengepaarten Zustand
bilden sich zun�chst beide Konformationen (5’E und 3’E),
wenn auch mit unterschiedlichen Geschwindigkeiten. Die
Ausbildung der 3’E-Konformation ist um einen Faktor zwei
schneller als die Bildung der 5’E-Konformation. Die langsa-
mere, zweite Phase der Kinetik spiegelt die Einstellung des
Gleichgewichts wider, in dem die 5’E-Konformation bevor-

Abbildung 2. Kinetischen Aufbaukurven der Signalintegrale der Imino-
protonen in den Basenpaaren C8/C205’E und C8/C203’E. Die Kurven
sind auf 12 normiert, was der Zahl der Iminoprotonen der beiden
i-Motiv-Strukturen entspricht. Die nichtlineare Regression basiert auf
Differentialgleichungen (siehe Hintergrundinformationen) und ist als
graue Linien dargestellt. Eingef�gt ist die Iminoprotonenregion mit
dem analysierten Signal hervorgehoben durch einen Pfeil; Vier Experi-
mente wurden vor und 2044 Experimente nach der Injektion von HCl-
Lçsung aufgenommen. Die experimentelle Zeit betrug 5 s pro einzel-
nem kinetischem Punkt mit 0.7 mm DNA bei 800 MHz und 288 K.
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zugt vorliegt. Dieser langsamere Schritt st�tzt einen Fal-
tungsmechanismus, bei dem die anfangs gebildete und weni-
ger stabile Konformation sich zun�chst entfalten muss (ent-
weder vollst�ndig oder partiell), um dann in die stabilere
Konformation umzufalten. Dieser Umfaltungsschritt bedingt
eine �nderung der Interkalations-Topologie.[19]

Diese Ergebnisse werfen die Frage auf, weshalb die Aus-
bildung der weniger stabilen 3’E-Konformation kinetisch
bevorzugt ist. Die strukturelle Analyse von NMR-Strukturen
des i-Motivs mit den Sequenzen d(5mCCT3CCT3ACCT3CC)
(PDB ID: 1a83)[20] und d(CCCTAA5mCCCTAACC-
CUAACCCT) (PDB ID: 1ELN)[21] zeigt einen kleinen Ab-

stand zweier Nukleobasen auf der Seite der i-Motiv-Struktur
mit den Schlaufen 1 und 3. F�r die letztere Sequenz ist diese
Position in der 5’E-Konformation durch Pyrimidinnukleotide
besetzt (T4 und T16) und kann so durch die Ausbildung eines
T-T-Basenpaars stabilisiert werden. Der C1’-C1’-Abstand in
T-T-Basenpaaren ist mit 10.4 � nur geringf�gig grçßer als der
in C·C+-Basenpaaren (� 9.4 �).[22] Im Unterschied dazu ist
diese Position in der 3’E-Konformation durch die sterisch
anspruchsvolleren Purinnukleotide A6 und A18 besetzt. Wir
postulieren, dass diese Stabilit�tsunterschiede der konkur-
rierenden i-Motive zur hçheren Stabilit�t der 5’E-Konfor-
mation f�hren. Die 3’E-Konformation hingegen bildet sich
zun�chst aufgrund von besseren Stapelwechselwirkungen auf
der Seite mit nur einer Schlaufe schneller aus: Abh�ngig von
der Anordnung des interkalierten Stamms wird dieser ent-
weder durch die erste oder die letzte Base der einfachen
Schlaufe erweitert. Im Fall der 5’E-Konformation erweitert
eine Thyminnukleobase den Basenstapel, w�hrend es bei der
3’E-Konformation eine Adeninnukleobase ist.

Purinstapelwechselwirkungen sind energetisch bevorzugt
und f�hren zu der anf�nglichen Stabilisierung der 3’E-Kon-
formation. Demzufolge faltet sich die kinetisch bevorzugte
3’E-Konformation zur thermodynamisch stabileren 5’E-
Konformation im zweiten Schritt der i-Motiv-Faltung um.

Zusammenfassend wurde in der vorliegenden Arbeit die
intramolekulare Faltung einer 21 nt langen DNA, die in der
telomeren DNA vorkommt, untersucht. Die Struktur dieses i-
Motivs ist konformativ heterogen. Es wurden sowohl stati-
sche als auch zeitaufgelçste NMR-spektroskopische Metho-
den angewendet, um die Faltungskinetik des i-Motivs aufzu-
kl�ren. Die Beobachtung der konformativen Heterogenit�t
im gefalteten Zustand dient als Grundlage der Interpretation
eines parallelen Faltungswegs. Die kinetisch bevorzugte Ne-
benkonformation wird zun�chst durch positive Stapelwech-
selwirkungen vermehrt gebildet und faltet sich dann in die
Hauptkonformation um, die durch ein zus�tzliches T-T-Ba-
senpaar stabilisiert wird. Die i-Motive bilden sich in einem
ersten Schritt schnell mit Geschwindigkeitskonstanten in
Grçßenordnungen von 2 min�1 und falten sich dann in die
kinetisch bevorzugte Konformation mit Geschwindigkeits-
konstanten von 10�3 min�1 um, w�hrend die Entfaltung der i-
Motiv-DNA sehr schnell verl�uft. Aufgrund der langsamen
Kinetik schlussfolgern wir, dass regulatorische Abl�ufe, an
denen i-Motiv-Strukturen beteiligt sind, langsamer verlaufen
als solche unter Verwendung von RNA-Schaltern[23] oder
RNA-Thermometern.[24] Proteine, die in zellul�ren Extrakten
vorliegen und spezifisch i-Motive binden,[6] kçnnten daher
dazu beitragen, gezielt i-Motiv-Faltungen zu stabilisieren bzw.
als Faltungschaperone zu wirken. Dies kçnnte, wie bereits f�r
komplexe RNAs gezeigt,[25] den Faltungsmechanismus be-
schleunigen. F�r die Anwendung von DNA-i-Motiven als
DNA-Nanomaschinen liefern unsere Untersuchungen wich-
tige strukturelle und kinetische Informationen, um Reakti-
onszeiten und Effizienzen von FRET-basierten Anwendun-
gen bei pH-Messung in lebenden Zellen zu optimieren.[10]

Eingegangen am 14. Juli 2011,
ver�nderte Fassung am 12. September 2011
Online verçffentlicht am 17. November 2011

Tabelle 1: Kinetische Parameter, die aus nichtlinearen Regressionen der
Daten in Abbildung 2 und S12 ermittelt wurden. Vier Spektren wurden
vor und 2044 Spektren nach der Mischung mit HCl-Lçsung aufgenom-
men.

k5’E [min�1][a]

keq
5’E [10�3 min�1][a]

k3’E [min�1][a]

keq
3’E[10�3 min�1][a]

C8/C205’E 0.21�0.02
7.50�0.05

1.66�0.16
4.67�0.07

C2/C145’E 0.79�0.05
6.52�0.07

2.90�0.18
4.56�0.08

C8/C203’E 0.89�0.02
14.93�0.14

1.31�0.02
8.61�0.10

C7/C195’E/3’E 1.57�0.03
10.34�0.08

2.23�0.04
2.91�0.04

[a] Die Regressionsgleichungen sind in den Hintergrundinformationen
angegeben. Die Zeitauflçsung pro kinetischem Punkt war 5 s. Fehler
resultieren aus der Datenregression.

Abbildung 3. Modell des Faltungswegs des DNA-i-Motivs. Nach einem
pH-Sprung von pH 9 nach 6 werden Haupt- (5’E) und Nebenkonfor-
mation (3’E) gebildet. In einem zweiten �bergang faltet sich die Ne-
benkonformation in die Hauptkonformation um, bis ein Gleichgewicht
erreicht ist. Stapelwechselwirkungen und Ebenen der Nukleotidbasen
sind angezeigt, in �bereinstimmung mit bekannten NMR-Strukturen
(PDB code: 1a38[20] und 1ELN[21]).
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